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1 Einleitung 

1.1 Cholesterintransport und Cholesterin-Efflux

Lipide übernehmen vielfältige und unerlässliche Funktionen, ohne die Leben nicht möglich wäre. Sie 

bilden die Struktur sämtlicher zellulärer Membranen, spielen eine bedeutende Rolle als intrazelluläre 

Energieträger und sind Ausgangspunkt für die Biosynthese biologisch aktiver Moleküle. Dazu zählen 

fettlösliche Vitamine, verschiedene Gewebshormone sowie die sich vom Cholesterin ableitenden Ste-

roidhormone. Cholesterin ist zudem essentieller Bestandteil tierischer Zellmembranen. Nahezu alle 

Gewebe tierischer Organismen sind zur Cholesterinsynthese befähigt (Kostner und März, 1995). 

Wird der Zelle genügend Cholesterin angeboten, so wird der Cholesterinbedarf bevorzugt durch 

Aufnahme von Cholesterin aus dem Blutstrom gedeckt und die zelleigene Cholesterinbiosynthese 

vermindert (Brown und Goldstein, 1986; Goldstein und Brown, 1990). Der Cholesterintransport im 

Plasma lässt sich in einen exogenen, einen endogenen und einen reversen Stoffwechselweg unterglie-

dern. Lipide gelangen über den exogenen oder endogenen Stoffwechselweg zu den peripheren Gewe-

ben. Nach Internalisierung des Lipoprotein-assoziierten Cholesterins, z.B. über Rezeptor-vermittelte 

Endozytose von LDL, erfolgt der intrazelluläre Cholesterintransport durch die Zellkompartimente. 

Der Reverse Cholesterin Transport vermittelt den Transport von Cholesterin aus peripheren Gewe-

ben zurück zur Leber (Kostner und März, 1995). 

1.1.1 Exogener und endogener Stoffwechselweg

1.1.1.1 Lipoproteine 

Lipide besitzen hydrophobe Eigenschaften, die den Transport im wässrigen Blutplasma erschweren. 

Bis auf die mengenmäßig unbedeutende Fraktion der nicht veresterten Fettsäuren, die über das Se-

rumalbumin im Blut transportiert werden, werden alle anderen Lipide des Plasmas in Form von Li-

poproteinen, Komplexen aus spezifischen Transportproteinen und definierten Mischungen der ein-

zelnen Lipide, transportiert. Dies ermöglicht die Versorgung der Gewebe mit Fettsäuren und Chole-

sterin (von Eckardstein et al., 2001). Lipoproteine sind sphärische Partikel, die sich aus variierenden 

Anteilen Proteinen, in diesem Falle Apolipoproteine genannt, und verschiedenen Lipiden zusammen-

setzen. Eine hydrophile Hülle aus Apolipoproteinen, Phospholipiden, polaren Fettsäuren und freiem 

Cholesterin umschließt einen aus hydrophoben, vor allem aus apolaren Triglyzeriden und Choleste-

rinestern gebildeten Kern. Neben einer strukturgebenden Funktion für Lipoprotein-Partikel überneh-

men Apolipoproteine wichtige Funktionen als Liganden für spezifische Zelloberflächenrezeptoren 

oder als Aktivatoren und Co-Faktoren von Enzymen (Kostner und März, 1995; Gotto et al., 1986). 

Die im Plasma vorkommenden Lipoproteine unterscheiden sich nach Größe, Dichte, Lipid- und Apo-

lipoproteinzusammensetzung sowie elektrischer Ladung. Lipoproteine lassen sich aufgrund unter-

schiedlicher Dichten durch Ultrazentrifugation voneinander trennen (Havel et al., 1953; Gofman et 

al., 1954). Ausgehend von den bis zu 1200 nm großen, triglyzeridreichen Chylomikronen werden 

Lipoproteine nach zunehmender Dichte als VLDL (Very Low Density Lipoproteins), IDL (Interme-

http://1.1.1.1
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diate Density Lipoproteins), LDL (Low Density Lipoproteins) und HDL (High Density Lipopro-

teins) eingeteilt. Zusätzlich ist eine weitere Subfraktionierung jeder einzelnen Hauptklasse in zahlrei-

che Unterklassen möglich (Kostner und März, 1995)

Chylomikronen VLDL IDL LDL HDL
Durchmesser [nm] 75 – 1200 30 – 80 25- 35 18 – 25 5 –12
Dichte [g/ml] 0,93 0,93 – 1,006 1,006 – 1,019 1,019 - 1,063 1,063 – 1,21
Lipid-/ Proteinver-
hältnis

99 / 1 90 / 10 83 /17 78 / 22 50 / 50

Apolipoproteine AI, AIV, CI-III, 
E, B48

CI, CII, CIII, 
E, B100

B100, E, CI-III B100, (C,E) AI, AII, AIV, 
CI-III, E

Elektrophorese Startpunkt Prä-ß Slow prä-ß ß α

Tab. 1: Serumlipoproteineinteilung nach Ultrazentrifugation (modifiz. nach Gotto et al, 1986; Dargel, 
1991; Kane, 1996)

Die meisten Literaturangaben beziehen sich auf Dichtefraktionen (vgl. Tab. 1). Es handelt sich dabei 

zuweilen um Mischungen einzelner Lipoproteinfamilien, die mit zusätzlichen Methoden weiter sub-

fraktioniert werden können. Mit zunehmender Dichte nimmt der Triglyzeridgehalt in den Lipoprotei-

nen ab, der Cholesteringehalt erreicht in der LDL-Fraktion einen maximalen Wert. Die Größe der 

Partikel nimmt mit zunehmender Dichte ab, der Proteingehalt zu. 

Die Apolipoproteinanteile der Lipoproteine werden am Endoplasmatischen Retikulum (ER) syntheti-

siert, danach mit den entsprechenden Lipiden beladen und verlassen mit naszierenden Lipoproteinen 

die Zellen als metabolische Einheit. Im Blutstrom werden die Lipoproteine durch Enzyme und Lipid-

Transferproteine modifiziert. Während der Zirkulation im Blutkreislauf kommt es zu einer Verände-

rung ihrer Dichte und elektrophoretischen Eigenschaften, bevor die Lipoproteine schließlich von Zel-

len wieder aufgenommen werden. Diese Prozesse können die physiko-chemischen Eigenschaften der 

Lipoproteine verändern (Kostner und März, 1995). Nachfolgend soll auf die in den Experimenten 

dieser Arbeit eingesetzten LDL- und HDL-Partikel näher eingegangen werden. 

1.1.1.1.1 Low Density Lipoproteine (LDL) 

LDL gehören zu der Fraktion von Lipoproteinen, die den höchsten Anteil an Cholesterin und Chole-

sterinestern aufweisen. Über LDL wird mehr als zwei Drittel des Cholesterins im Plasma transpor-

tiert (Kostner und März, 1995). LDL entstehen durch Delipidierung aus VLDL, können aber auch 

direkt von der Leber sezerniert werden (Gaw et al., 1995) und transportieren Cholesterin von der 

Leber zu den extrahepatischen Geweben. Jedes LDL-Partikel ist aus ca. 1500 Cholesterinestermole-

külen aufgebaut, die von ca. 800 Phospholipid-, ca. 500 nicht veresterten Cholesterinmolekülen und 

ApoB100, dem einzigen Apolipoprotein des LDL, umgeben werden (Deckelbaum et al., 1977; Elov-

son et al., 1985). 

Die Cholesterinbiosynthese extrahepatischer Gewebe wird durch die Anwesenheit von Plasma-LDL 

reguliert. Fast sämtliche Gewebeformen können nach Bedarf Cholesterin synthetisieren, wobei extra-

hepatische Zellen jedoch in der Regel zunächst Cholesterin aus dem Plasma aufnehmen. Diese Pro-
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zesse werden in den Zellen durch Transkriptionsfaktor-abhängige Proteinexpression reguliert (Brown 

und Goldstein, 1997).

1.1.1.1.2 High Density Lipoproteine (HDL)

Die Fraktion der HDL-Partikel im humanen Plasma repräsentiert eine heterogene Lipoprotein-

Klasse. Gemeinsames Merkmal aller HDL-Subklassen sind ihre hohe Dichte (> 1,063 g/ml) und ihre 

geringe Größe (Ø 5 – 12 nm) im Vergleich mit anderen Lipoproteinen. Die Unterschiede im Lipidge-

halt, der Apolipoproteinzusammensetzung und der Enzymausstattung führen zur Entstehung von 

HDL-Subpopulationen, die sich anhand von Gestalt, Dichte, Größe, elektrophoretischer Mobilität, 

Lipid- und Apolipoproteinzusammensetzung sowie antigenen Eigenschaften unterscheiden lassen 

(von Eckardstein et al., 1994). Die Klassifizierung von HDL-Partikeln in Dichteklassen aufgrund 

ihres Verhaltens in der Ultrazentrifiuge ergibt eine Einteilung mit den Subklassen HDL1, HDL2

(1.063 < ρ < 1,125 kg/l) und HDL3 (1,125 < ρ < 1,21 kg/l) mit der größten Dichte. Mit Hilfe nicht-

denaturierender Gradienten-Gel-Elektrophorese können HDL aufgrund ihrer Größe in verschiedene 

Untergruppen (α- und prä-ß1 Mobilität) untergliedert werden. Die größte Untergruppe bildet α-HDL 

(entspricht HDL2 und HDL3), kleinere Untergruppen zeigen vorwiegend eine prä-ß-

elektrophoretische Mobilität (entspricht HDL1) (Barter und Rye, 1996; Kostner und März, 1995). 

Einige Autoren wählen eine Einteilung der HDL-Partikel nach ihrem spezifischen Apolipoproteinge-

halt (Barter und Reye, 1996).

HDL-Partikel können auf unterschiedlichen Wegen entstehen. Naszierende, d.h. neu synthetisierte, 

HDL sind scheibenförmige (diskoidale) Partikel, die sich in Perfusaten der isolierten Leber und in 

der mesenterialen Lymphe, jedoch nicht in der Blutzirkulation isolieren lassen. Neben der Leber und 

der Dünndarmmukosa werden HDL aber auch von Makrophagen synthetisiert (Kostner und März, 

1995). Eine weitere Entstehungsmöglichkeit für potentielle Cholesterinakzeptoren ist die Interkon-

version, d.h. die Umwandlung von HDL2 in kleine, dichte HDL3 (Kostner und März, 1995). Zudem 

können Prä-ß1-HDL unter Vermittlung von CETP (Cholesteryl Ester Transfer Protein) und HTGL 

(Hepatic Triglyceride Lipase) aus α-HDL regeneriert werden (Francone et al., 1996).

HDL spielt eine entscheidende Rolle im Reversen Cholesterin Transport (RCT) (vgl. Kap. 1.1.4). 

Als Akzeptor für zellmembranständiges Cholesterin dient HDL dabei als wichtiges Bindeglied beim 

Transport von Cholesterin peripherer Zellen zur Leber. Der Gehalt an spezifischen Apolipoproteinen 

und Phospholipiden, die elektrophoretischen Wanderungseigenschaften und die Größe der HDL-

Partikel beeinflussen in unterschiedlichem Ausmaß die Effizienz des durch HDL-Partikel vermittel-

ten Cholesterin-Efflux, d.h. der Übertragung von Cholesterin auf HDL-Partikel (von Eckardstein et 

al., 2001). 
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1.1.1.2 Stoffwechselwege der Lipide

1.1.1.2.1 Exogener Stoffwechselweg

Den exogenen Stoffwechselweg beschreiten Lipide, die mit der Nahrung resorbiert werden. Dabei 

wird ein Großteil des resorbierten Cholesterins in nicht-veresterter Form von Darmepithelzellen auf-

genommen. Cholesterinesterase aus dem Pankreas hydrolysiert zu diesem Zweck mit der Nahrung 

aufgenommene Cholesterinester. Triglyzeride werden nach Emulgation durch die Magen- und Pan-

kreaslipase in Fettsäuren, Mono- und Diacylglyzeride degradiert. Die Spaltprodukte werden in Form 

von gemischten Mizellen emulgiert, die neben Gallensäuren auch Cholesterin, Phospholipide, Digly-

zeride und dissoziierte Fettsäuren enthalten. Freies Cholesterin ist wasserunlöslich und nur mit ge-

mischten Mizellen in Lösung zu halten. Nach der Dissoziation der Gallensäuren und der Absorption 

der Lipide durch die Jejunum-Mukosa (Tso und Balint, 1986) erfolgt die Reveresterung des Chole-

sterins unter Vermittlung der ACAT (Acyl-CoA-Cholesterin-Acyltransferase) im Enterozyten. Nach 

der Fusion von ApoB48 mit triglyzeridreichen Lipidpartikeln vollzieht sich am Golgi-Apparat die 

Zusammensetzung mit ApoA-I, ApoA-IV, Phospholipiden und Cholesterinestern zu Chylomikronen 

(Powell et al., 1987, Davidson et al., 1995). Die Enterozyten entlassen die Chylomikronen in die 

Lymphbahnen, von wo aus sie, unter Umgehung der Leber, in den Blutkreislauf gelangen (Hussain, 

et al., 1996). Im Verlauf der Lipolyse und der Abgabe der Lipide an periphere Gewebe kommt es in 

den Chylomikronen zu Umbauprozessen mit einer Veränderung der Chylomikronen. Der Ergebnis 

dieser Umbauprozesse sind kleinere, sogenannte Chylomikronen-Remnants (CR), die relativ reich an 

Cholesterinestern und ApoE sind. Die CR werden danach über spezifische Rezeptoren in die Leber 

aufgenommen (Beisiegel et al., 1991; Beisiegel et al., 1994). Der größte Teil der CR wird dabei über 

die ApoE-vermittelte Internalisierung durch den LDL-Rezeptor in die Leber aufgenommen (Beisiegel 

et al., 1989; Beisiegel, 1995).

1.1.1.2.2 Endogener Stoffwechselweg

Endogener Stoffwechselweg bedeutet die körpereigene Synthese von Lipiden. In nahrungsfreien In-

tervallen kommt es in der Leber zur Bildung von VLDL (Very Low Densitity Lipoproteins). Auf 

diese Weise werden periphere Gewebe auch in nahrungsfreien Intervallen mit Cholesterin und Tri-

glyzeriden versorgt. Am Endoplasmatischen Retikulum der Hepatozyten kommt es zur Komplexie-

rung von ApoB100 mit Lipiden (u.a. Cholesterinester und Triglyzeride) zu VLDL-Partikeln, die über 

die Disse’schen Räume in den Blutstrom sezerniert werden (Gibbons, 1990; Vance und Vance, 

1990). Im Blutkreislauf nehmen VLDL weitere ApoE und ApoC aus HDL auf. Intravaskulär werden 

die Triglyzeride der VLDL durch die endothelständige Lipoproteinlipase zu IDL (Intermediate Den-

sity Lipoproteins) hydrolysiert (Griffin und Packard, 1994). IDL werden ApoE-vermittelt über den 

LDL-Rezeptor in die Leber aufgenommen (Havel und Hamilton, 1988) oder durch LPL (Lipoprotein 

Lipase) (Ginsberg, 1994) und die hepatische Lipase (Goldberg et al., 1982) weiter hydrolysiert. Die 

Umwandlung von IDL in LDL ist mit einer Verminderung der Triglyzeridkonzentration und dem 

vollständigen Verlust von ApoE und ApoC in LDL verbunden. LDL-Partikel können neben der De-

lipidierung aus VLDL auch direkt von der Leber synthetisiert werden. Im Normalzustand werden 

http://1.1.1.2
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dabei über 60% des Cholesterins im Plasma in Form von LDL transportiert. Der Abbau des LDL 

erfolgt zu etwa zwei Drittel über den LDL-Rezeptor in Form von Rezeptor-vermittelter Endozytose 

(vgl. Kap. 1.1.2). Die Leber leistet dabei den größten Beitrag zum Rezeptor-vermittelten Katabolis-

mus der LDL-Partikel, der weitaus geringere Anteil wird in nicht-hepatischen (peripheren) Geweben 

abgebaut, um als Baustein von Membranen, der Steroidhormon- oder der Vitamin-D-Synthese zu 

dienen. Etwa ein Drittel der LDL-Partikel wird unabhängig vom LDL-Rezeptor abgebaut. Hinter 

diesem als „Scavenger pathway“ bezeichneten LDL-Katabolismus stehen unterschiedliche Mecha-

nismen wie adsorptive Endozytose über niedrigaffine Rezeptoren, Pinozytose und LDL-Aufnahme 

über sogenannte „Scavenger Rezeptoren“ (v.a. in Makrophagen und Zellen des RHS, Retikulo-

histozytäres System) (Kostner und März, 1995). Im nachfolgenden wird der Mechanismus der Re-

zeptor-vermittelten Endozytose als der wichtigste Internalisierungsmechanismus von LDL erläutert.

1.1.2 Rezeptor-vermittelte Endozytose von Lipoproteinen

Eukaryotische Zellen besitzen verschiedene Möglichkeiten zur Internalisierung extrazellulärer Stoffe, 

um diese anschließend gezielt an spezifische Organellen im Zytoplasma weiterzuleiten. Dieser als 

Endozytose bezeichnete Prozeß umfaßt unterschiedliche Aufnahmemechanismen wie Phagozytose, 

Pinozytose, Clathrin-unabhängige Endozytose und Clathrin-abhängige, Rezeptor-vermittelte Endozy-

tose (Mukherjee et al., 1997). Endozytotische Mechanismen sind die Grundlage bei der Aufnahme 

von Metaboliten, der Regulation der Expression von Zelloberflächenrezeptoren, der Erhaltung der 

Zellpolarität, der Antigen-Präsentation, der Cholesterinhomöostase und vielen grundlegenden physio-

logischen Vorgängen (Mukherjee et al., 1997). Im Folgenden soll auf den Hauptmechanismus zur 

Aufnahme von LDL-Partikeln aus dem Blutstrom, die LDL-Rezeptor-vermittelte Endozytose, einge-

gangen werden. Die Aufnahme von Low Density Lipoproteinen (LDL) ist eines der am besten ver-

standenen endozytotischen Systeme, das von den Nobelpreisträgern Goldstein und Brown detailliert 

beschrieben wurde (Goldstein et al., 1985; Brown und Goldstein, 1986). 

1.1.2.1 Clathrin-abhängige, Rezeptor-vermittelte Endozytose von LDL

Ein Großteil tierischer Zellen nimmt Cholesterin durch den Aufnahmemechanismus der Rezeptor-

vermittelten Endozytose auf (Anderson et al., 1977). Im Blutstrom wird Cholesterin zum größten 

Teil über LDL-Partikel transportiert (vgl. Kap. 1.1.1.1). Die Rezeptor-vermittelte Endozytose von 

Lipoproteinen findet im Bereich von spezialisierten Abschnitten der Plasmamembran, den „Clathrin-

Coated Pits“ (Stachelsaumgrübchen), statt. Zahlreiche Liganden, darunter auch LDL, werden im 

Bereich dieser Invaginationen der Plasmamembran, nach Bindung an zelloberflächenständige Rezep-

toren, internalisiert (Schwartz, 1995). LDL interagiert dabei unter Vermittlung des Apolipoproteins 

ApoB100 mit der Ligandenbindungsdomäne des LDL-Rezeptors. Der LDL-Rezeptor hat damit nicht 

nur ein bedeutende Funktion im Rahmen der zellulären Cholesterinhomöostase, sondern auch im 

Rahmen der Regulation des Plasma-Cholesterinspiegels (Brown und Goldstein, 1986). Abbildung 1 

zeigt den von Brown und Goldstein erarbeiteten Grundentwurf für diesen Mechanismus, der über die 

Jahre weiterentwickelt werden konnte. 

http://1.1.2.1
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Abb. 1 : Grundentwurf der Rezeptor-vermittelten Endozytose von LDL nach Brown und Goldstein (Brown 
und Goldstein, 1976)

Die spontane oder durch Ligandenbindung ausgelöste Konzentration von Rezeptoren in diesem 

Plasmamembranabschnitt bildet den initialen Schritt dieses Aufnahmeprozesses. Einige Membranre-

zeptoren, u.a. auch der LDL-Rezeptor, liegen unabhängig von einer Ligandenbindung angereichert in 

diesen Membranbereichen vor und gewährleisten eine effiziente Aufnahme der Lipoproteine (Ander-

son et al., 1982; Anderson et al., 1977). Diese spezialisierten Membranbereiche machen in humanen 

Fibroblasten ca. 2% der Membranoberfläche aus (Anderson et al., 1976).

Die Bereiche der Coated Pits setzen sich aus einer hochorganisierten Matrix von Makromolekülen 

zusammen (Schröder und Ungewickell, 1991). Die beiden wichtigsten Komponenten dieser Matrix 

bilden das Clathrin und sogenannte Clathrin-assoziierte Adapterproteine (AP), insbesondere AP2, die 

durch einen noch nicht aufgedeckten molekularen Mechanismus auf der zytosolischen Seite der Inva-

ginationen die Formation der Coated Pits übernehmen (Kirchhausen, 2000; Robinson, 1992). Nach-

folgend kommt es zu einer fortschreitenden Einstülpung der Plasmamembran. Das sich auf diese 

Weise formierende Vesikel löst sich unter Vermittlung der GTPase Dynamin und mit Hilfe einer 

Reihe weiterer Proteine von der Plasmamembran. Dabei lagern sich Dynamin-Polymere an den Hals 

der nur noch über eine schmale Brücke mit der Plasmamembran verbundenen Vesikelknospe und 

führen auf diese Weise zur Abschnürung des Clathrin-umhüllten Vesikels von der Membran (Hins-

haw, 2000).

Neben Dynamin ist für die endgültige Abschnürung der 100 – 150 nm Clathrin-umhüllten Vesikel 

ein Umbau des unterhalb der Plasmamembran gelegenen, netzartigen Spektrin-Aktin-Zytoskeletts 

erforderlich (Kamal et al., 1998). Dieser Umbau wird durch die Cystein-abhängige Protease Calpain 

I vermittelt, die eine lokale Auflösung des Zytoskeletts ermöglicht (Harris und Morrow, 1990). Auch 

Annexin VI ist neben weiteren Proteinen an der Abschnürung des sich formierenden Vesikels betei-

ligt, indem es in zytosolischen Plasmamembranbereichen mit ß-Spektrin interagiert. Durch Rekrutie-

rung einer Calpain-ähnlichen Protease, die ß-Spektrin spaltet, wird dem Vesikel durch die lokale 

Auflösung des Zytoskeletts das Eintreten in das Zytosol ermöglicht (Kamal et al., 1998). 
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1.1.2.2 Endosomaler Transport durch die Zellkompartimente

Nach der Internalisierung extrazellulären Materials wird die Clathrinummantelung des Vesikels mit 

Hilfe eines ATP-abhängigen 70 kDa Proteins entfernt (Rothman und Schmid, 1986). Ab diesem 

Zeitpunkt bezeichnet man das Vesikel als endozytotisches Vesikel (Endosom), das für den Transport 

von Liganden/Rezeptorenkomplexen zu ihren intrazellulären Zielkompartimenten verantwortlich ist. 

Endosomen bilden ein überaus komplexes und dynamisches System, das nicht nur durch intrazellulä-

re Prozessierung von Liganden, sondern auch durch den Austausch von Stoffen zwischen verschie-

denen Zellkompartimenten untereinander und mit der Zellmembran gekennzeichnet ist. Es werden 

frühe und späte endosomale Kompartimente unterschieden, die sich anhand ihrer Morphologie, asso-

ziierter Proteine, ihrer Funktion und ihres pH-Wertes unterscheiden lassen (vgl. Tab. 2). Der Nach-

weis bestimmter Liganden dient ebenfalls der Identifikation endosomaler Kompartimente. Frühe en-

dosomale Kompartimente gliedern sich in Sortierende und Rezyklierende Endosomen. Endosomale 

Trägervesikel (ECV), Späte Endosomen und Lysosomen bilden die späten endosomalen Komparti-

mente (Mukherjee et al., 1997). 

Frühes endosomales 
Kompartiment

Spätes endosomales
Kompartiment

Kompartiment Sortierende 
Endosomen

Recycling 
Endosomen

ECV (MVB) Späte Endosomen Lysosomen

Morphologie tubulovesikulär tubulär sphärisch mit 
inneren Mem-

branen

Komplex, inneren 
Membranen

tubulär oder wie 
Späte Endosomen

Verteilung peripher verstreut im Zy-
toplasma oder 
juxtanukleär

verstreut im 
Zytoplasma

perinukleär perinukleär

PH 5,9 – 6,0 6,4 – 6,5 < 6,0 5,0 – 6,0 5,0 – 5,5
Rezeptoren u. 
Membran-
proteine

Transferrin-
Rezeptor und 

andere Recycling 
Rezeptoren, 

Liganden, die für 
die Lysosomen 
bestimmt sind

Transferrin-
Rezeptor und 

andere Recycling 
Rezeptoren

Mannose-6-
Phosphat-
Rezeptor

Mannose-6-
Phosphat-Rezeptor, 
lysosomale Mem-

branglykopro-teine 
und lysosomassozi-
ierte Membranpro-

teine

Lysosomale Mem-
branglykoproteine 

und Lysosom-
assoziierte Mem-

branproteine

GTP-bindende 
Proteine

Rab4, Rab5, Rab11 Rab7, Rab9

Tab. 2: Kennzeichen endosomaler Kompartimente (modifiziert nach Mukherjee et al., 1997)

Es lassen sich grundsätzlich drei Transportwege für Liganden, die rezeptorvermittelt internalisiert 

wurden, unterscheiden.

1. Degradation: 1.a) Frühe Endosomen fusionieren mit Sortierenden Endosomen. Die pH-Wert-

Änderung führt zur Dissoziation von Ligand und Rezeptor. Der Rezeptor gelangt über Rezyklierende 

Endosomen zur Zelloberfläche zurück, während der Ligand in den Lysosomen seiner weiteren Ver-

wendung unterliegt (z.B. LDL) (Mukherjee et al., 1997). 1.b) Gemeinsamer Abbau von Rezeptor 

und Ligand in den Lysosomen (z.B. EGF, Epidermaler Wachstumsfaktor) (Herbst et al., 1994).

2. Recycling: Ligand und Rezeptor bleiben assoziiert und werden über Rezyklierende Endosomen 

zurück an die Plasmamembranoberfläche transportiert (z.B. Transferrin) (Klausner et al., 1983).

http://1.1.2.2
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3. Transzytose: Extrazelluläres Material nutzt die Rezeptor-vermittelte Endozytose zum Durchtritt 

durch eine polarisierte Zelle (z.B. IgA) (Song et al., 1995).

Für LDL und seinen Rezeptor soll exemplarisch der intrazelluläre, degradative Weg der Rezeptor-

Ligandenkomplexe beschrieben werden, da dieser eine bedeutende Rolle im Rahmen der Cholesterin-

homöostase besitzt.

1.1.2.2.1 Frühes endosomales Kompartiment

Alle internalisierten Moleküle erreichen zuerst frühe endosomale Zellkompartimente, um im An-

schluß in Späte Endosomen zu gelangen. Nach der Internalisierung des LDL/LDL-

Rezeptorkomplexes und Bildung Früher Endosomen fusionieren diese mit den sogenannten Sortie-

renden Endosomen. Der genaue Ablauf dieses Prozesses ist noch nicht vollständig verstanden. Beide 

Kompartimente weisen charakteristische Marker in Form von Rezeptoren und Proteinen auf, die eine 

Unterscheidung der einzelnen Kompartimente ermöglichen (vgl. Tab. 2). Die stetige Fusion von Frü-

hen Endosomen mit den Sortierenden Endosomen führt zu einem kontinuierlichen Anstieg der LDL-

Konzentration (Ghosh et al., 1994). Die peripher im Zytoplasma lokalisierten Sortierenden Endoso-

men besitzen einen sauren pH-Wert (pH 5,9 – 6,0), der durch ATP-abhängige Protonenpumpen auf-

rechterhalten wird (Linderman und Lauffenburger, 1988; Tycko und Maxfield, 1982). Der niedrige 

pH-Wert induziert eine Konformitätsänderung des LDL-Rezeptors, die zu einer Dissoziation von 

LDL und Rezeptor führt. Die LDL-Rezeptoren sammeln sich in tubulären Ausbuchtungen, die sich 

nachfolgend von den Sortierenden Endosomen ablösen und sogenannte Rezyklierende Endosomen 

bilden (Maxfield und Yamashiro, 1991). Mit Hilfe der Rezyklierenden Endosomen wird der LDL-

Rezeptor zur Zelloberfläche transferiert, um dort den Zyklus aus Ligandenbindung, Internalisierung 

und Weg durch die endosomalen Kompartimente mehrfach zu durchlaufen (Goldstein et al., 1985).

1.1.2.2.2 Spätes endosomales Kompartiment

Kennzeichen Später Endosomen ist das Fehlen von Komponenten, die rezykliert werden sollen. Späte 

Endosomen sind an der Degradierung internalisierter Liganden beteiligt. Während die LDL-

Rezeptoren zurück zur Zelloberfläche gelangen (vgl. Kap. 1.1.2.2.1), verbleibt das LDL in den Sor-

tierenden Endosomen, die sich in mehreren Zwischenschritten (Reifungsmodell) zu den Späten Endo-

somen entwickeln (Dunn und Maxfield, 1992). Der Reifungsprozess beginnt mit der Abschnürung 

von Vesikeln aus dem Verband der Sortierenden Endosomen (Gruenberg und Maxfield, 1995), die 

entsprechend ihrer Funktion als endosomale Trägervesikel bezeichnet werden (ECV) (Gruenberg et 

al., 1989). Aufgrund ihrer zwiebelschalenartigen Membraninvaginationen (van Deurs et al., 1993b) 

werden sie auch als multivesikuläre Körperchen (MVB) bezeichnet (Hopkins, 1983; Dunn et al., 

1986). Die ECV wandern entlang von Mikrotubuli durch Vermittlung des CLIP 170-Proteins (Cyto-

plasmic linker protein) in Richtung Zellzentrum (Gruenberg et al., 1989) und reifen auf diesem Weg 

zu Späten Endosomen (Pierre et al., 1992). Bei diesem Reifungsprozeß kommt es zu einer Änderung 

der Membranprotein-Komposition und zu einer weiteren pH-Wert-Erniedrigung des inneren Milieus 

(Aniento et al., 1996). 
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Die Fusion der Späten Endosomen mit vorhandenen Lysosomen, leitet die finale Degradation des 

LDL ein. Lysosomen weisen einen pH-Wert von 5,0 – 5,5 auf und sind vorwiegend perinukleär loka-

lisiert. Der niedrige pH-Wert bildet ein Milieuoptimum für die lysosomalen Enzyme. Der Apolipo-

proteinanteil des LDL wird durch Enzyme in freie Aminosäuren abgebaut, für Cholesterinester er-

folgt eine Hydrolysierung durch die lysosomale saure Lipase. Spezifische Transportmechanismen 

sorgen für den Abtransport der Abbauprodukte und des freien Cholesterins in das Zytoplasma (Lan-

ge und Steck, 1996; Tabas, 1995). Zwischen Späten Endosomen und Lysosomen herrscht ein dyna-

mischer Materialverkehr, der nicht nur unidirektional in Richtung Lysosomen führt, sondern auch 

einen retrograden Stoffaustausch zwischen den Kompartimenten ermöglicht. Neben der Degradie-

rung extrazellulären Materials sind die Lysosomen auch für die Speicherung unverdaulicher Sub-

stanzen verantwortlich (Jahraus et al., 1994).

1.1.2.3 Regulation des endosomalen Membrantransportes

Die Rezeptor-vermittelte Endozytose und der endosomale Membrantransport werden durch diverse 

zytosolische, integrale oder membranassoziierte Proteine kontrolliert, die zudem als Marker endoso-

maler Kompartimente dienen (Mukherjee et al., 1997). Im Rahmen der Internalisierung von Rezep-

tor-Ligandenkomplexen interagieren verschiedene regulatorische Proteine mit den zytoplasmatischen 

Anteilen von Rezeptoren, dem Clathrin-Grundgerüstes und dem AP2-Komplex (vgl. Kap. 1.1.2.1) 

(Kirchhausen, 2000; Kirchhausen 1999; Hinsaw 2000). In diesem Zusammenhang übernehmen 

Amphiphysin und Syndapine eine entscheidende Funktion bei der Rekrutierung von Dynamin an Cla-

thrin Coated Pits sowie bei der Interaktion endozytotischer Vesikel mit dem Aktin-Zytoskelett (Wig-

ge und McMahon, 1998). Des Weiteren werden Eps15 und Epsin als essentielle Komponenten der 

Clathrin-vermittelten Endozytose beschrieben (Benmerah et al., 1998; Chen et al., 1998). 

Der nachfolgende endosomale Membrantransport durch die Zellkompartimente wird durch eine Rei-

he weiterer Proteine beeinflusst (Sorkin, 2000; Gruenberg, 2001). Dieser Prozess der Vesikel-

Ausbildung mit dem nachfolgenden Transport zu einem Zielorganell läßt sich prinzipiell in vier Ab-

schnitte (I – IV) untergliedern (Zerial und McBride, 2001). Zunächst erfolgt die Ausbildung eines 

Vesikels oder eines tubulären Intermediats (I), das im Anschluß in Richtung eines Zielkompartiments 

transportiert wird (II, “Targeting”). Danach kommt es zur Anlagerung (“Docking”) der vesikulären 

Membran mit einer Zielmembran (III). Dies ist die Voraussetzung für die anschließende Fusion der 

beiden Membranabschnitte (IV). In diesem Zusammenhang übernehmen vor allem die Mitglieder der 

Rab-Proteinfamilie eine wichtige Funktion, da diese das spezifische “Targeting” endozytotischer Ve-

sikel in Richtung Zielkompartiment vermitteln (Zerial und McBride, 2001). Die anschließende Fusi-

on der Membranen übernehmen membranspezifische SNARE-Proteine (Chen und Scheller, 2001). 

Die Rolle von Mitgliedern der Annexin-Proteinfamilie innerhalb der endozytotischen Membranver-

kehrs wird in Kapitel 1.3 erläutert.

http://1.1.2.3
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1.1.2.3.1 Rab-Proteine

Rab-Proteine stellen ein große Familie niedermolekularer GTPasen (20 – 30 kDa) mit vielfältigen 

Aufgaben im Membranverkehr dar. Fast sämtliche Schritte im intrazellulären Membrantransport 

finden unter Vermittlung von Rab-Proteinen statt (Zerial und Stenmark, 1993). Eine zentrale Funkti-

on übernehmen Rab-Proteine beim „Targeting“ sowie beim „Docking“ von Vesikeln (siehe 1.1.2.3) 

(Pfeffer, 1994; Zerial et al. 2001, Chavrier und Goud, 1999). Aktive Rab-GTP Proteine benötigen 

während des “Targetings” weitere Faktoren (Effektormoleküle), die die Signale der Rab GTP-asen 

weiterleiten können (Zerial und McBride, 2001). Für zahlreiche Rap-Proteine konnte eine Interaktion 

mit diesen Effektoren, die essentiell an der Regulation des endosomalen Transports beteiligt sind, 

nachgewiesen werden (Stenmark et al., 1995). 

Die Rab-Proteine sind hochspezifisch in unterschiedlichen subzellulären Fragmenten lokalisiert, wo-

durch die Identifikation intrazellulärer Kompartimente erleichtert wird (vgl. Tab. 2). Im Rahmen des 

Frühen endosomalen Transportweges sind dies Rab5, Rab4 und Rab11 (Van der Sluijs et al., 1992; 

Daro et al., 1996; Ullrich et al., 1996), während Rab7 entscheidend an der Regulation des lysosoma-

len Transportweges beteiligt ist (Feng et al., 1995) und Rab9 im Späten endosomalen Kompartiment 

vermittelt (Riederer et al., 1994; Lombardi et al.,1993). Eine zentrale Rolle im endosomalen Mem-

brantransport übernimmt Rab5, indem es maßgeblich am zielgerichteten Membrantransport von der 

Zellmembran zu den Frühen Endosomen sowie an der homotypischen Fusion Früher Endosomen 

beteiligt ist (Gorvel et al., 1991; Bucci et al., 1992, Stenmark et al., 1994). Rab5 scheint darüber 

hinaus an der Regulation des Vesikel-“Budding”, d.h. Vesikelbildung an der Plasmamembran (Gor-

vel et al., 1991; Stenmark et al., 1994) und bei der Anlagerung und Mobilität von Frühen Endoso-

men entlang von Mikrotubuli (Nielsen et al., 1999) beteiligt zu sein.

1.1.2.3.2 NSF-, SNAP- und SNARE-Proteine

Im Gegensatz zu den Rab-Proteinen, die das „Targeting“ und das „Docking“ der Vesikel überneh-

men, wird die Fusion der Transportvesikel mit der Zielmembran im Rahmen des endosomalen Mem-

brantransports durch spezielle zytosolische Proteinkomplexe reguliert (Chen und Scheller, 2001). 

Sogenannte NSF-Proteine (N-ethyl-maleimide-sensitive fusion protein) und hiermit assoziierte Pro-

teine, die sogenannten SNAPs (soluble NSF attachment protein) sind danach Teil einer generellen 

Fusionsmaschinerie (Wilson et al., 1992). SNAP-Rezeptoren (SNARE) gewährleisten die Spezifität 

des Fusionsprozesses der Membranen. Die Transportvesikel tragen spezifische v-SNAREs, die mit 

spezifischen t-SNAREs der Zielmembran interagieren können (Söllner et al., 1993). Unter Bildung 

eines stabilen SNARE-Komplexes werden Transportvesikelmembran und Zielmembran in enge 

räumliche Beziehung gesetzt. Dies ist der entscheidende Schritt für die Andockung, sodass es nach-

folgend zur Fusion von Vesikel und Zielmembran kommt (Poirier, 1998). Das Rab-abhängige “Dok-

king” und “Targeting” von endosomalen Vesikeln gewährleistet somit zusammen mit der SNARE-

vermittelten Membranfusion einen spezifischen Membrantransport innerhalb der Zelle (Zerial und 

McBride, 2001; Chen und Scheller, 2001). 
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1.1.2.3.3 ARF-Proteine

Für den intrazellulären Membranverkehr sind zwei Gruppen umhüllter Vesikel von wesentlicher Be-

deutung. Zum einen Clathrin-Coats und sogenannte COP-umhüllte (Coat Protein) Vesikel. Clathrin-

umhüllte Vesikel mit ihren Adapterproteinen sind in den Prozeß der Endozytose an der Zellmembran 

einbezogen (vgl. Kap. 1.1.2.1). Für diese Vesikel wird zudem eine Beteiligung an Exozytose-

Prozessen am Trans-Golgi-Netzwerk beschrieben (Kirchhausen, 2000). COP-umhüllte Vesikel ver-

mitteln den Transport zwischen dem Endoplasmatischen Retikulum und dem Trans-Golgi-Netzwerk, 

aber auch innerhalb des Golgi-Apparates (Kreis und Pepperkok, 1994; Schekman und Orci, 1996). 

Die Bildung von Transportvesikeln durch Clathrin- bzw. COP-Hüllen wird durch ADP-

Ribosylierungsfaktoren (ARF) gesteuert. Zur Gruppe der ARF gehören sechs GTP-

Bindungsproteine, wobei ARF1 das bislang am besten charakterisierte Gruppenmitglied darstellt. 

ARF1 ist am Golgi-Apparat lokalisiert und ist dort direkt an der Bildung der COP-Hüllen beteiligt 

(Spang et al., 1998, Ktistakis et al., 1996). Eine wichtige regulatorische Aufgabe besitzen ARF auch 

bei der Bildung von Clathrinhüllen, indem sie an der Rekrutierung der Adapter-Proteine (AP) betei-

ligt sind. ARF1 rekrutiert AP1 und AP3 an der Membran des Trans-Golgi-Netzwerks (Rothman, 

1996; Ooi et al., 1998). 

1.1.3 Regulation des intrazellulären Cholesterinhaushaltes 

Die Schritte der intrazellulären Cholesterinbiosynthese sind mit Ausnahme der ersten Reaktionen im 

Endoplasmatischen Retikulum (ER) der Zellen lokalisiert. Das Trans-Golgi-Netzwerk (TGN) dient 

als Akzeptor für das neusynthetisierte Cholesterin, das aus dem ER zum TGN gelangt (Fielding und 

Fielding, 1997). Exogenes Cholesterin stammt aus endozytierten Lipoproteinen (vgl. Kap. 1.1.2) und 

gelangt über Endosomen, Lysosomen und Caveolae in das TGN (Fielding und Fielding, 1997). Die 

Erhöhung der Konzentration an freiem Cholesterin führt zur Aktivierung zellulärer Kontrollwege 

(Brown und Goldstein, 1997), die über verschiedene Mechanismen zu einer Hemmung der Neusyn-

these von LDL-Rezeptoren (Brown und Goldstein, 1975), zu einer Aktivitätshemmung der 3-

Hydroxy-3-Methylglutaryl-CoA-Reduktase (HMG-CoA-Reduktase), zu einem beschleunigten Ab-

bau bereits vorhandener HMG-CoA-Reduktase als Schlüsselenzym der endogenen Cholesterinsyn-

these (Luskey et al., 1983; Gil et al., 1985) und über eine Aktivitätserhöhung der Acyl-CoA-

Cholesterin-Acyltransferase (ACAT) zur Speicherung von überschüssigem Cholesterin als Choleste-

rinester (Goldstein et al., 1974) führen. Die durch ACAT gebildeten Cholesterinester werden von den 

Zellen in Form von Lipidvakuolen im Zytoplasma gespeichert und können bei Bedarf durch die neu-

trale Cholesterinesterhydrolase (NCEH) über den cAMP-abhängigen Proteinkinase-A-Weg wieder 

hydrolysiert werden (Bernard et al., 1991). Das durch NCEH freigesetzte Cholesterin wird zur Zell-

membran transferiert und kann von dort aus erneut zum ER zwecks Reveresterung durch ACAT 

transportiert werden. 

Dieser Zyklus aus Cholesterin- und Cholesterinesterbildung kann durch Anwesenheit von extrazellu-

lären Cholesterinakzeptoren wie z.B. HDL oder durch Bildung neusynthetisierter Lipoproteine un-

terbrochen werden. Vom TGN ausgehend gelangen dabei Cholesterin und Phospholipide entweder in 
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Form von caveolinhaltigen Lipid Rafts oder als neusynthetisierte Vesikel zurück zur Zelloberfläche 

(Liscum und Munn, 1999; Simons und Ikonen, 1997). Dieser intrazelluläre Cholesterintransport 

über intrazelluläre Lipid Rafts in cholesterinreiche Mikrolipiddomänen der Zellmembran, unter-

streicht einen ausgeprägten Membrantransport zwischen Lipid Rafts und Caveolae sowie dem endo-

zytotischen Kompartiment und ist als exozytotischer Membranverkehr die Voraussetzung für den 

Efflux von intrazellulärem Cholesterin auf extrazelluläre Akzeptoren (Fielding und Fielding, 1997; 

von Eckardstein et al., 2001).

1.1.4 Reverser Cholesterintransport und Cholesterin-Efflux

Annähernd 9 mg Cholesterin pro kg Körpergewicht werden täglich in peripheren Geweben syntheti-

siert und müssen für einen effektiven Katabolismus über die Blutbahn zur Leber transportiert wer-

den, da periphere Zellen eine unzureichende Ausstattung mit Enzymen zum Abbau des Sterangerü-

stes aufweisen (Dietschy et al., 1993). Die Leber ist das einzige Organ des menschlichen Körpers, 

das Cholesterin entweder direkt oder nach Umbau zu Gallensäuren ausscheiden kann. Dieser Weg 

des Cholesterins aus extrahepatischen Geweben zurück zur Leber wird als Reverser Cholesterin-

transport (RCT) bezeichnet (Fielding und Fielding, 2000). Die Übertragung von Cholesterin nicht-

hepatischer Zellen auf Transportmoleküle, wie z.B. lipidarme HDL-Partikel oder lipidfreie Apolipo-

proteine, wird als Cholesterin-Efflux bezeichnet und ist der initiale Schritte beim Reversen Choleste-

rin-Transport (von Eckardstein et al., 2001; Barter und Rye, 1996). Lipidarme HDL-Partikel bzw. 

lipidfreie Apolipoproteine spielen dabei eine besondere Rolle, da sie in der Lage sind, unverestertes 

Cholesterin oder Phospholipide aus hepatischen oder nicht hepatischen Zellen aufzunehmen (Oram 

und Yokohama, 1997). Verschiedene Varianten für den Mechanismus des Cholesterin-Efflux werden 

diskutiert. Grundsätzlich lassen sich aktive und spezifische sowie unspezifische und passive Chole-

sterin-Efflux-Mechanismen unterscheiden (von Eckardstein, 1995; Oram und Yokoyama, 1997; 

Rothblat et al., 1999).

Der über ABCA1-Transporter (ATP-binding cassette transporter A type 1) vermittelte aktive, Ener-

gie- und Apolipoprotein-abhängige Cholesterin-Efflux wird als ein entscheidender Schritt im Rah-

men des Reversen Cholesterintransportes gesehen (von Eckardstein et al., 2001). Dieser Efflux-

Mechanismus ist charakteristisch für bestimmte Zelltypen wie z.B. humane Fibroblasten, glatte 

Muskelzellen der Aorta oder Makrophagen (von Eckardstein, 1996; Rothblat et al., 1999; Francis et 

al., 1999; Ramaley et al., 1997). In bestimmten Zelltypen kann dieser Efflux-Mechanismus dagegen 

nicht nachgewiesen werden, dazu zählen z.B. humane Erythrozyten oder Fibroblasten von Patienten 

mit der Tangier-Erkrankung (Ramaley et al., 1997; Francis et al., 1995; von Eckardstein et al., 

2001). Durch die Untersuchung von Tangier-Patienten, die eine gestörte Funktion des ABCA1-

Transporters aufweisen, konnte für den ABCA1-Transporter eine zusätzliche Funktion im intrazellu-

lären Cholesterintransport aufgedeckt werden. Bei diesen Patienten kommt es neben einem gestörten 

Cholesterin-Efflux über den ABCA1-Transporter zusätzlich zu hyperplastischen Strukturen des 

Golgi-Apparates inmitten von lipidbeladenen Tangier-Makrophagen (Orso et al., 2000). Damit kann 

auf eine Beteiligung des ABCA1-Transporters beim intrazellulären Cholesterintransport zwischen 
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lipidreichen Zellorganellen (Lysosomen und TGN) und der Plasmamembran geschlossen werden. Ein 

Nachweis des ABCA1-Transporters in cholesterinreichen Membrandomänen ist nicht erbracht 

(Mendez et al. 2001).

Der über dem ABCA1-Transporter vermittelte Lipid-Efflux ist unidirektional, besitzt eine Sätti-

gungsgrenze, erfolgt bedeutend schneller als passive Efflux-Mechanismen (siehe unten) und führt zu 

einer effizienten Reduktion der zytosolischen Konzentration an Cholesterinestern (Oram und Yoko-

hama, 1997; von Eckardstein, 1996; Rothblat et al., 1999). Vermutlich gelangen mit Hilfe des AB-

CA1 Transporters Cholesterin und Phospholipide von intrazellulären Kompartimenten in äußere Ab-

schnitte der Plasmamembran (Hamon et al., 2000), um im Anschluß auf lipidfreie Apolipoproteine 

oder lipidarme HDL-Partikel übertragen zu werden (Wang et al., 2000). Dabei scheint ein Phospho-

lipid-Efflux dem Cholesterin-Efflux vorauszugehen. So ist vermutlich die Bildung von Phospholi-

pid/ApoA1-Komplexen durch Vermittlung des ABCA1-Transporters die Voraussetzung für den 

Cholesterin-Efflux aus Teilen der Zellmembran (Rothblat et al., 1999). Das Cholesterin wird durch 

den ABCA1-Tansporter nicht direkt gebunden, jedoch regulieren die Phospholipid/Apo-A1-

Komplexe den Cholesterin-Efflux (Wang et al., 2001). Die Bedeutung des ABCA1-Transporters 

wird auch dadurch unterstrichen, dass dessen Expression und der Lipid-Efflux positiv mit der Höhe 

der intrazellulären Cholesterinkonzentration korreliert sind (Langmann et al., 1999). Ebenso kommt 

es zu einer Abnahme des HDL-vermittelten Cholesterin-Efflux bei Inhibition des ABCA1-

Transporters, oder umgekehrt zu einem zunehmenden Cholesterin-Efflux bei einer Überexpression 

von ABCA1 (Lawn et al., 1999; Hamon et al., 2000). 

Neben diesem schnellen und energieabhängigen Cholesterin-Efflux-Mechanismus kann Cholesterin 

über einen weiteren Mechanismus die Zelle verlassen. Dabei kommt es vermutlich nach der Bindung 

von HDL-Partikeln an den Scavenger-Rezeptor-B1 (SR-BI) zu einer passiven Diffusion von nicht 

verestertem membranständigen Cholesterin auf HDL-Partikel (Ji et al., 1997). SR-BI ist ein in Lipid 

Rafts/Caveolae nachgewiesenes 57 kDa Protein (Acton et al., 1996; Babitt et al. 1997). Caveolin 

und SR-BI werden in verschiedenen Zellen in Abhängigkeit von der Cholesterinkonzentration expri-

miert (Fielding und Fielding, 1997; Fielding und Fielding, 2000; Frank et al., 2001). Die Bindung 

von HDL an SR-BI ermöglicht einen im Vergleich zum ABCA1-Transporter langsamen, bidirektio-

nalen Cholesterinaustausch entlang eines Konzentrationsgefälles zwischen HDL-Partikel und chole-

sterinreichen Domänen (Caveolae) der Plasmamembran. Auf diese Weise kommt es zu einer perma-

nenten Reorganisation der Lipidkomposition innerhalb von Caveolae (de la Llera-Moya et al., 1999). 

Die Veresterung des übertragenen Cholesterins verhindert die Rückdiffusion des HDL-Cholesterins 

und fördert damit den Cholesterin-Efflux (Czarnecka und Yokohama, 1995). 

Einige Arbeiten beschreiben einen als Retroendozytose bezeichneten Prozess. Für Makrophagen, 

Hepatozyten und Fibroblasten konnte dabei die Internalisierung von lipidarmen HDL-Partikeln und 

lipidfreien Apolipoproteinen in „Clathrin-Coated“ Endosomen gezeigt werden, die anschließend nach 

intrazellulärer Lipidaufnahme als lipidreiche Apolipoproteine resezerniert werden (Heeren et al., 

1999, Takahashi und Smith, 1999). Die Lipide der HDL-Partikel können über direkte und indirekte 

Mechanismen die Blutbahn verlassen (Acton et al., 1996). In der Leber kann Cholesterin weiter für 
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Stoffwechselprozesse genutzt, oder in mehreren Schritten in Gallensäuren umgewandelt und durch 

Sekretion der produzierten Gallensäuren in das Duodenum ausgeschieden werden. 

1.2 Cholesterinreiche Membrandomänen

1.2.1 Lipid Rafts 

Die Plasmamembran wurde bisher als eine aus Lipiden aufgebaute Zellstruktur betrachtet, in der die 

assoziierten Membranproteine relativ ungeordnet und gleichmäßig verteilt sind. Eine grundlegend 

neue Interpretation liefert das durch Simons formulierte Modell der Lipid Rafts (Simons und Ikonen, 

1997). Das Modell beschreibt die Plasmamembran als eine Zellstruktur, in der die in der Membran 

befindlichen Lipide asymmetrisch eingelagert sind. Danach wird die Existenz lateraler Lipidzusam-

menlagerungen („Lipid Rafts“) beschrieben, in denen vor allem Glykosphingolipide und Cholesterin 

eingelagert sind. Durch molekulare Interaktion der in der Membran eingelagerten Lipide kommt es 

zur Formierung dieser Lipid Rafts, die als bewegliche Plattformen fungieren, an denen spezifische 

Proteine konzentriert werden können (Simons und Ikonen, 1997). Die Beschreibung lateraler Lipid-

zusammenlagerungen als „Lipid Rafts“ bezieht sich auf ihre potentielle Funktion in der Zelle. Als 

eine Art Floß (engl. Raft) übernehmen sie in der Plasmamembran Aufgaben, z.B. beim Transport 

von Membranbestandteilen wie Cholesterin, und sind damit Bindeglied im Rahmen des intrazellulä-

ren Cholesterinhaushaltes und Cholesterinmembranverkehrs (Babiychuk und Draeger, 2000). Zudem 

fungieren sie als Plattform bei der Etablierung spezifischer Proteinkomplexe zur Weitergabe von 

Signalen im Rahmen der intrazellulären Signaltransduktion, indem beispielsweise Proteine selektiv 

aufgenommen und wieder abgegeben werden können (Simons und Ikonen, 1997). Das Modell der 

Lipid Rafts wurde lange Zeit kontrovers diskutiert, vor allem weil sich der definitive Nachweis von 

Lipid Rafts in lebenden Zellen sehr schwierig gestaltet. Durch den Einsatz verbesserter Methoden 

konnten diese Zweifel mittlerweile beseitigt werden (Simons und Toomre, 2000).

1.2.1.1 Struktur und intrazelluläre Lokalisation von Lipid Rafts

Die Größe von Lipid Rafts beträgt ca. 50 nm im Durchmesser. Damit sind diese Zellstrukturen 

lichtmikroskopisch nicht mehr abgrenzbar. Dies ist ein Grund für den schwierigen Nachweis von 

Lipid Rafts in vivo (Simons und Toomre, 2000). Der Membranaufbau im Bereich von Lipid Rafts 

ist asymmetrisch. Die Formierung dieser sphingolipid- und cholesterinreichen Lipidmikrodomänen 

wird nach dem Modell von Simons (Simons und Ikonen, 1997; Harder und Simons, 1997) durch 

Lipid-Lipid Interaktionen ermöglicht, wobei vermutlich benachbarte Glykosphingolipide durch 

schwache Wechselwirkungen ihrer Carbohydrat-Kopfbereiche in Kontakt treten. Die Kopfgruppe 

dieser Sphingolipide ragt auf der extraplasmatischen Seite aus der Plasmamembran heraus. Die Lük-

ken zwischen den assoziierten Sphingolipiden werden durch Cholesterinmoleküle aufgefüllt, die als 

Platzhalter fungieren. Die Sphingolipidkopfgruppen sind mit gesättigten Hydrocarbonketten verbun-

den, die in der Membran verankert sind. Diese dicht gedrängten Sphingolipid-Cholesterin-

Ansammlungen befinden sich auf der extraplasmatischen Seite der Plasmamembran. In der zwischen 

http://1.2.1.1
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extraplasmatischer und zytoplasmatischer Seite gelegenen inneren Membranregion sind ungesättigte 

Phosphatidylcholinmoleküle eingelagert. Der genaue Aufbau dieser Region ist aber noch nicht ver-

standen. Die auf der extraplasmatischen Seite befindlichen Glykosphingolipide tragen lange Fettsäu-

reketten, die über eine Amidbindung mit der Sphingosinbasis verbunden sind. Die Glykosphingolipi-

de können vermutlich auf diese Weise mit der zytoplasmatischen Seite der Doppelmembran in Wech-

selwirkung treten. Cholesterin übernimmt wie auf der extraplasmatischen Seite auch auf der zyto-

plasmatischen Seite die Funktion eines Platzhalters und füllt den Raum zwischen den ineinandergrei-

fenden Fettsäureketten aus. An der zytoplasmatischen Membranseite der Lipid Rafts-Region befin-

den sich vor allem Glycerolipide (z.B. Phosphatidylserin und Phosphatidylethanolamin). Über die 

genaue Aufgabe der auf der zytoplasmatischen Seite befindlichen Phospholipide ist noch wenig be-

kannt. Es wird vermutet, dass auch diese Fettsäurereste tragen, die die Struktur der Lipidmikrodo-

mänen optimieren. Spezifische Lipide können in Lipid Rafts ein- und wieder heraustreten, so dass 

der Aufbau der Membrandomäne kontinuierlichen Änderungen unterworfen ist. (Simons und Ikonen, 

1997). Die geschilderten Molekül-Interaktionen sind per se schwach und transient. Lipid Rafts sind 

aus diesem Grunde dynamische Strukturen, in denen Cholesterin eine bedeutende Rolle zu spielen 

scheint (Harder und Simons, 1997).

Die Verteilung von Lipid Rafts auf der Zelloberfläche ist abhängig von jeweiligen Zelltyp. In polari-

sierten Epithelzellen und Neuronen akkumulieren Lipid Rafts in apikalen und axonalen Membranbe-

reichen. Basolaterale und somatodendritische Membranbereiche enthalten auch Lipid Rafts, aber in 

wesentlich kleinerer Anzahl (Simons und Ikonen, 1997). Im Gegensatz dazu verteilen sich Lipid 

Rafts in Lymphozyten und Fibroblasten ohne offensichtliche Polarität gleichmäßig über die gesamte 

Zelloberfläche (Simons und Toomre, 2000).

Lipid Rafts werden vor allem an der Plasmamembran nachgewiesen. Belegt sind jedoch auch Funk-

tionen in biosynthetischen und endozytotischen Prozessen (Simons und Toomre, 2000). Es handelt 

sich nicht um ein statisches System, sondern um einen dynamischen Prozeß, der ständigen Verände-

rungen unterliegt. Nach bisherigen Studien wird davon ausgegangen, dass Lipid Rafts im Golgi-

Apparat zusammengestellt werden, danach in die verschiedenen zellulären Kompartimente, vor allem 

zur Plasmamembran gelangen, um danach als sphingomyelin- und cholesterinarme Vesikel zurück 

zum Endoplasmatischen Retikulum zu gelangen (Brown und London, 1998; van Meer, 1989). Dabei 

spielen spezifische Proteine in den Lipid Rafts in vielen Zellen eine wichtige Rolle für den gerichteten 

Verkehr von Lipid Rafts zur Zelloberfläche (Simons und Ikonen, 1997; Keller und Simons, 1997). 

Lipid Rafts der Frühen Endosomen gelangen zum Recycling entweder direkt zur Plasmamembran 

oder indirekt über recyclierende Endosomen in den Golgi-Apparat (Puri et al., 1999)

1.2.1.2 Lipid Rafts-asssoziierte Proteine 

Aufgrund ihrer Eigenschaft, Proteine selektiv aufzunehmen und wieder abzugeben, werden Lipid 

Rafts unterschiedliche Aufgaben zugeschrieben. Die Proteinanzahl in einer Lipid Rafts-Domäne 

hängt von der Dichte des Einbaus in die Membran ab und schwankt im allgemeinen zwischen 10 –

30 Proteinen pro Lipid Rafts-Region. Dabei können verschiedene Proteine, aber auch Ansammlun-

gen von bis zu 15 Molekülen des gleichen Proteins in derselben Domäne nachgewiesen werden. Da-

http://1.2.1.2
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mit ist eine Rafts-Domäne lediglich in der Lage, einen kleinen Teil aller in Lipid Rafts bisher nach-

gewiesenen Proteine aufzunehmen (Simons und Toomre, 2000).  

Für eine Vielzahl von Proteinen ist ihre Assoziation mit Lipid Rafts beschrieben worden. Zu ihnen 

gehören z.B. GPI-verankerte Proteine (Glykosylphosphatidylinositol), die auf der extraplasmatischen 

Seite der Doppelmembran mit ihren GPI-Ankern, im Regelfall zwei gesättigte Fettsäureketten, mit 

Lipid Rafts verbunden sind (Brown and Rose, 1992). Andere Proteine assoziieren mit ihrer trans-

membranen Domäne mit der Doppelmembran. Zu diesen transmembranen Proteinen zählen z.B. In-

fluenza Virus Proteine Neuraminidase und Hämagglutinin, die mit Lipid Rafts in der Virus Mem-

bran assoziieren (Skibbens et al., 1989). Weiterhin zählen Tyrosinkinasen der Src-Familie zu den 

Lipid Rafts-assoziierten Proteinen. Diese binden auf der zytoplasmatischen Seite über ihre Acyl-

Enden im Bereich der Lipidmikrodomänen (Casey, 1995). Auch die α-Untereinheit von heterotrime-

ren G-Proteinen (Resh, 1999) oder palmitoylierte Proteine (Rietveld et al., 1999) werden in den Mi-

kromembrandomänen beschrieben. In cholesterinreichen Membrandomänen ist zudem das choleste-

rinbindende Protein Caveolin nachweisbar. Caveoline beeinflussen das dynamische Zusammenspiel 

in Membranen durch Formierung spezieller Domänen, sogenannte Caveolae, in intrazellulären Mem-

branen und Plasmamembranen (Harder und Simons, 1997; Simons und Ikonen, 1997). Trotz der 

nachgewiesenen Proteininteraktionen bleibt es aber weiterhin unklar, welche Proteine tatsächlich in 

vivo mit Lipid Rafts bzw. Caveolae in Beziehung stehen. 

1.2.2 Aufbau und Struktur von Caveolae

Caveolae wurden erstmals in den 50er Jahren von Palade (Palade, 1953) und Yamada (Yamada, 

1955) beschrieben. Die Struktur von Caveolae ist bisher wenig erforscht, da es sich einerseits um 

dynamische und andererseits um sehr kleine Zellstrukturen handelt. Bisher stand die Beschreibung 

der morphologischen Erscheinungsform und die Benennung von Molekülen, die mit Caveolae assozi-

iert sind, im Vordergrund des Interesses. Weniger ist über die potentielle Funktion dieser Strukturen 

bekannt. Caveolae formieren sich vermutlich aus Lipid Rafts durch Polymerisation von Caveolinen, 

palmitoylierten integralen Membranproteinen mit der Fähigkeit zur Cholesterinbindung (vgl. Abb. 2) 

(Parton, 1996; Smart et al., 1999). Obwohl vieles darauf hindeutet, ist weiterhin ungeklärt, ob Ca-

veolae und caveolinfreie Lipid Rafts in einer und derselben Zelle koexistieren. So könnte das Protein 

Caveolin bereits existierende Lipid Rafts in Caveolae umgestalten. Die sehr ähnliche Komposition 

aus Lipiden und Proteinen von Lipid Rafts und Caveolae unterstützt diese Vermutung, es mangelt 

aber noch an einem Beweis für diese Annahme. Caveolae würden somit eine spezialisierte Form von 

Lipid Rafts darstellen (Fielding und Fielding, 2000). Vor diesem Hintergrund erscheint eine Abgren-

zung von Lipid Rafts und Caveolae schwierig. Für die vorliegende Arbeit wird eine auf morphologi-

schen Unterscheidungsmerkmalen aufbauende Definition gewählt. Danach sind Caveolae cholesterin-

reiche, clathrinfreie, omegaförmige Plasmamembraninvaginationen mit einem Durchmesser von 50 –

70 nm (Brown und London, 1998; Simons und Ikonen, 1997; von Deurs et al., 1993). Die Namens-

gebung (lat. cavum: der Hohlraum) berücksichtigt die bereits bei Erstbeschreibung aufgefallenen 

Membraneinstülpungen. Bei dieser Definition muß berücksichtigt werden, dass es sich bei Caveolae 
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um dynamische Strukturen handelt, deren morphologisches Erscheinungsbild durch noch nicht genau 

bekannte Faktoren beeinflusst werden kann. Zu berücksichtigen ist weiterhin, dass einige experimen-

telle Bedingungen zu morphologischen Veränderungen an Caveolae führen können und einen Nach-

weis erschweren (Brown und London, 1998).

Abb. 2 : Modell des strukturellen Aufbaus von Caveolae (modifiziert nach Parton, 2001)

Caveolae besitzen wie Lipid Rafts eine charakteristische Lipid- und Proteinzusammensetzung (vgl. 

Tab. 3). Das 22 kDa Protein Caveolin hat hierbei eine herausgehobene Stellung. Heteropolymere von 

Caveolinen übernehmen vermutlich eine wichtige Funktion bei der strukturellen Formierung von Ca-

veolae (Rothberg et al., 1992). So verhindert die Inaktivierung von Caveolinen in Caveolin-„Knock-

out“ Mäusen die Ausbildung von Caveolae und führt zu funktionellen Beeinträchtigungen in diesen 

Tieren (Park et al., 2002). Bisher konnten Caveolin-Familienmitglieder in vielen Zelltypen nachge-

wiesen werden, dazu zählen z.B. Adipozyten, Fibroblasten, Muskelzellen oder Endothelzellen. Nur 

sehr geringe Konzentrationen fanden sich in Hepatozyten. In nicht adhärenten Monozyten und Lym-

phozyten scheinen Caveolae vollständig zu fehlen (Fielding und Fielding, 2000). Man unterscheidet 

wenigstens vier Caveolin-Genprodukte, Caveolin-1α, -1ø, -2 und –3 (Tang et al., 1996). Die Lokali-

sation der Mitglieder der Caveolin-Familie ist abhängig vom Gewebetyp. Für Caveolin-1α, -1ø und -

2 erfolgte ein Nachweis in fast allen bisher untersuchten Geweben (Scherer et al., 1997). Im Gegen-

satz dazu wird Caveolin-3 vorherrschend in Muskelzellen exprimiert (Tang et al., 1996). 

Kennzeichnendes Merkmal aller Mitglieder der Caveolin-Proteinfamilie ist eine hochkonservierte 

hydrophobe Domäne aus 33 Aminosäuren. Sie dient der Verankerung des Proteins in der Membran. 

Das amino- und das C-terminale Ende liegen intrazellulär frei im Zytoplasma (Glenney et al., 1992). 

Caveolinmoleküle haben die Fähigkeit zur Oligomerisation. Die im Zytoplasma als Monomer vorlie-

genden Caveoline bilden dabei Aggregate aus 16 – 18 Caveolin-Proteinen (Monier et al., 1996). Das 

Caveolin-Molekül besitzt eine saure, 23 Aminosäuren lange, hydrophobe Domäne mit palmitoylier-

ten Cysteinresten am C-terminalen Ende. Die Palmitoylierung ermöglicht die Bindung von Choleste-

rin und die Formierung des Caveolin-Chaperon-Transportkomplexes. Dieser Komplex setzt sich aus 
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HSP56, Cyclophilin 40, Cyclophilin A und Cholesterin zusammen und dient vermutlich dem Trans-

port von neusynthetisiertem Cholesterin von ER durch das Zytoplasma zu den Caveolae (Uittenbo-

gaard und Smart, 2000). Die Fähigkeit zur Bindung von Cholesterin erklärt die Assoziation von Ca-

veolin mit Caveolae und post-Golgi-Transportvesikeln (Murata et al., 1995). Neben Caveolinen kön-

nen in Caveolae weitere Proteine wie z.B. Dynamin nachgewiesen werden. Die GTPase Dynamin 

vermittelt wahrscheinlich die Internalisierung von Caveolae-Vesikeln an der Plasmamembran. (Hen-

ley et al., 1998; Conrad et al., 1995). Auf die besondere Bedeutung von Annexinen in diesen Mem-

brandomänen wird in Kapitel 1.3 eingegangen.

Caveolae lassen sich neben charakteristischen Struktur-Proteinen anhand ihrer besonderen Lipidzu-

sammensetzung beschreiben (vgl. Tab. 3). Caveolae sind reich an freiem Cholesterin, Sphingomyelin 

und einer Reihe weiterer Lipide wie Ganglioside, Ceramide, Diacylglycerol oder Phosphatidylinosi-

toldiphosphat. Bisher ist es nicht vollständig geklärt, ob Caveolae-Fraktionen dieser Lipide direkt in 

Signaltransduktionsprozesse involviert sind, oder ob Caveolae ein Reservoir für präformierte bioak-

tive Lipide sind, die sich bei Bedarf in anderen Zelloberflächenmikrodomänen sammeln (Fielding und 

Fielding, 2000). Tabelle 3 zeigt auszugsweise charakteristische Lipidkomponenten, spezifische Re-

zeptoren, strukturgebende Proteine, Transportproteine und Proteine der Signaltransduktionskette, die 

in Caveolae nachweisbar sind (Anderson, 1998). 

In der Literatur erfolgt aufgrund der problematischen inhaltlichen Abgrenzung keine klare Trennung 

der Begriffe Lipid Rafts und Caveolae. Daher werden im Folgenden diese Kennzeichnungen unter 

dem Begriff cholesterinreiche Membrandomänen gemeinsam behandelt. Diese lassen sich zusam-

mengefaßt durch folgende Eigenschaften beschreiben. Dazu zählen (1) die Unlöslichkeit in Triton X-

100 bei 4°C und Ausbildung glykolipidhaltiger Komplexe in diesem Detergenz („detergent-insoluble 

glycosphingolipid-enriched membrane domains“, „DIG“ oder „detergent-resistant membranes“ 

„DRM“) (Parton and Simons, 1995; Brown und London, 1998), (2) die Anreicherung mit Choleste-

rin, Glykosphingolipiden und einer Zahl weiterer Lipide (vgl. Tab. 3) (Anderson, 1998; Simons und 

Ikonen, 1997), (3) die Anreicherung im Bereich niedriger Dichte bei Zentrifugation im Optiprep®-

Gradienten (Brown and Rose, 1992; Simons und Toomre, 2000), (4) die Anreicherung mit einer 

Gruppe spezifischer lipidverankerter Membranproteine (Simon und Ikonen, 1997; Simons und 

Toomre, 2000).

Molekülklasse Name des Moleküls Referenz

Lipide Ganglioside Smart et al., 1995

Sphingomyelin Brown und Rose, 1992

Ceramide Brown und Rose, 1992

Cholesterin Smart et al., 1996

Diacylglycerol (DAG) Liu und Anderson, 1995

Membranrezeptoren Platelet-derived growth factor (PDGF) Liu et al., 1996

Insulin Goldberg et al., 1987

Epidermal growth factor (EGF) Smart et al., 1995
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SR-BI Babitt et al. 1997

Moleküle d. Signaltransduktion PKCα Lisanti et al., 1994

Adenylatcyklase Wagner et al., 1972

Raf1 Anderson, 1998

Calmodulin Anderson 1998

Phosphoinositide Hope und Pike, 1996

Strukturgebende Moleküle Caveolin Rothberg et al., 1992

Annexin II Lisanti et al., 1994

Transport-Moleküle IP3 Rezeptor; H+ ATPase; Ca2+ ATPase Anderson, 1998

Tab. 3: Spezifische Lipid- und Proteinzusammensetzung in Caveolae (modifiziert nach Anderson, 1998)

1.2.3 Funktionen cholesterinreicher Membrandomänen

1.2.3.1 Signaltransduktion 

Die genaue biologische Aufgabe von Lipid Rafts und Caveolae ist weiterhin Gegenstand zahlreicher 

Forschungsbemühungen. Aus bisherigen Arbeiten lässt sich als eine der Hauptaufgaben von Lipid 

Rafts bzw. Caveolae die Funktion als Plattform für Rezeptoren und Proteinkomplexe von Signal-

transduktions-Kaskaden ableiten (Harder und Simons, 1997; Brown und London, 1998). Durch die 

laterale Organisationsstruktur von Zellmembranen können spezifische lipidverankerte Membranpro-

teine und Rezeptoren der Signaltransduktion in den Mikrodomänen konzentriert werden. Die Rezep-

toren können so mit Liganden und Effektoren auf beiden Seiten der Membran durch komplexe Prote-

in-Protein Wechselwirkungen interagieren. Lipid Rafts bzw. Caveolae an der Zelloberfläche enthal-

ten unterschiedliche Proteinkomplexe (vgl. Kap. 1.2.1.2) entsprechend ihrer jeweiligen Funktion im 

Signaltransduktionsweg. Die Bindungen der Interaktionspartner werden auf diese Weise beschleunigt 

und störende Interaktionen zwischen den verschiedenen Signaltransduktions-Wegen verhindert (Si-

mons und Ikonen, 1997). So ist der Komplex aus Rezeptoren und Liganden geschützt vor nicht 

Rafts-assoziierten Enzymen, wie z.B. Membran-Phosphatasen, die den Signalübertragungsprozeß 

beeinflussen könnten (Simons und Toomre, 2000). Die Assoziation von Proteinen der Signaltrans-

duktion mit Lipid Rafts/Caveolae-Regionen der Zellmembran kann durch andere Proteine moduliert 

werden. Lipid Rafts bzw. Caveolae sind in der Lage, ihre Proteinzusammensetzung, ihre Größe und 

Lipidkomposition durch den Einfluß extra- und intrazellulärer Stimuli zu verändern (Nykjaer et al., 

1994; Simons und Ikonen, 1997).

Zu den in Lipid Rafts bzw. Caveolae nachgewiesenen Signalmolekülen mit einer Schlüsselstellung 

innerhalb von Signaltransduktionsprozessen gehören GPI-verankerte Proteine, die je nach Zelltyp 

verschiedene Signaltransduktionswege aktivieren (Parton und Simons, 1995; Anderson, 1993). Eine 

Reihe von signaltransduzierenden Proteinen ist in der Lage mit Caveolin, dem strukturgebenden Pro-

tein der Caveolae, zu interagieren. Hierzu zählt neben anderen Proteinen auch die GTPase p21-Ras, 

die eine Schlüsselstellung in Signalprozessen des ERK-MAP Kinaseweges einnimmt (Song et al., 

1996; Couet et al., 1997; Anderson, 1998). Zu diesen Mitgliedern des MAP Kinase Weges gehören 

neben p21-Ras auch Fyn oder s-SRC. Weiterhin assoziieren Zelloberflächenrezeptoren wie EGF 

http://1.2.3.1
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(epidermal growth factor), PDGF (platelet-derived growth factor), Trimerische G Proteine und die 

Proteinkinasen A und C mit Lipid Rafts bzw. Caveolae (Anderson, 1998; Smart et al., 1999; Li et 

al., 1995; Song et al., 1996). Außerdem sind Lipide mit signaltransduzierenden Funktionen in Lipid 

Rafts bzw. Caveolae nachgewiesen worden. Zu ihnen zählen Phosphoinositide wie z.B. Phosphatidy-

linositol-(4,5)-bisphosphat (Hope und Pike, 1996) und Sphingomyelin (Linardic und Hannun, 1994).

Zur Zeit besteht keine Einigkeit in die Frage, welche der aufgezählten Proteine in vivo tatsächlich mit 

Caveolae assoziiert sind. Es bleibt unklar, ob Caveolae direkt in Signaltransduktionsprozesse invol-

viert sind, oder ein Reservoir für präformierte bioaktive Moleküle bilden, die bei Bedarf bereitgestellt 

oder aktiviert werden können (Fielding und Fielding, 2000). Diese Interpretation wird durch die Be-

obachtung unterstrichen, dass eine Überexpression von Caveolin die Signaltransduktion über den 

MAP-Kinase und PK-A-Signalweg inhibiert (Li et al., 1996; Raziani et al., 1999). Dieser Eindruck 

wird auch durch die Beobachtung bekräftigt, dass es bei einem Verlust von Caveolae durch Entzug 

von Cholesterin zu einer erhöhten Ras- und Src-vermittelten Signaltransduktion von der Zelloberflä-

che zum Zellkern in diesen Zellen kommt (Furuchi und Anderson, 1998). Neuere Arbeiten interpre-

tieren Caveolae durch die Konzentration einer hohen Anzahl von spezifischen Molekülen verschiede-

ner Signaltansduktionsprozesse in diesem zellulären Segment in der Form, dass Caveolae als ein 

möglicher Standort für signalintegrative Prozesse zu sehen sind. Damit könnte Caveolae eine Schlüs-

selfunktion bei der Modulation von Signalprozessen und beim Austausch von Signalen verschiedener 

Informationswege zukommen, z.B. im Sinne einer stimulatorischen und inhibitorischen Beeinflus-

sung (Anderson, 1998).

1.2.3.2 Intrazellulärer Cholesterintransport und Cholesterin-Efflux

Cholesterinreiche Caveolae als spezialisierte Form von Lipid Rafts stellen ein wichtiges Bindeglied 

im Lipidverkehr der Zelle dar und übernehmen neben ihrer Rolle in der zellulären Signaltransduktion 

vermutlich eine bedeutende Funktion im Rahmen der Regulation des intrazellulären Cholesterinhaus-

haltes (Anderson, 1998). Es besteht eine enge Beziehung zwischen dem Cholesteringehalt der Zelle, 

der Konzentration von Caveolae an der Zelloberfläche und der Expression von Caveolin in der Zelle 

(Fielding et al., 1997). Die enge Verknüpfung mit dem Cholesterinmetabolismus in der Zelle lässt 

sich durch die folgenden Beobachtungen stützen. Caveolin ist (vgl. Kap. 1.2.2) ein cholesterinbin-

dendes Protein (Murata et al., 1995). Die Transfektion von Caveolin-1 cDNA in Lymphozyten, die 

nativ keine Caveolae besitzen, führt zu einer vierfachen Erhöhung der Cholesterinkonzentration in 

caveolaeähnlichen Domänen und zur Formierung von caveolaeähnlichen Invaginationen (Smart et 

al., 1996; Fra et al., 1995). Im Vergleich dazu zeigen Zellen, die nur geringe Mengen an Caveolin-1 

exprimieren, eine verringerte Transportkapazität für Cholesterin, im Gegensatz zu Zellen mit einem 

hohen Expressionsniveau für Caveolin-1, einer entsprechend größeren Zahl an Caveolae und einer 

höheren Transportkapazität für Cholesterin, wie z.B. Adipozyten (Anderson, 1998). Bei einer Viel-

zahl von Zellen führen erhöhte Cholesterinkonzentrationen zu einem verstärkten Expressionsniveau 

von Caveolin und zu einer erhöhten Anzahl von Caveolae (Fielding et al., 1997; Zhu et al., 1999). 

http://1.2.3.2
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Im Umkehrschluß führen verringerte Cholesterinkonzentrationen zu einer verminderten Zahl von Ca-

veolae und einem verringerten Expressionsniveau für Caveolin (Fielding und Fielding, 2000). 

Cholesterin ist in den zellulären Kompartimenten nicht gleichmäßig verteilt. So bindet die Plasma-

membran von Säugetieren mit 60 – 90% den größten Anteil von nicht-verestertem, freiem Choleste-

rin in der Zelle (von Eckardstein et al., 2000). Ein Großteil davon (ca. 95%) befindet sich auf der 

zytoplasmatischen Seite der Doppelmembran (Liscum und Munn, 1999; Fielding und Fielding, 

1997). Plasmamembranabschnitte mit clathrinhaltigen Membran-Invaginationen und Lipoproteinre-

zeptoren (vgl. Kap. 1.1.2) enthalten vergleichsweise weniger Cholesterin und Sphingolipide als Ca-

veolae-assoziierte Bereiche, die sich durch einen hohen Gehalt an Cholesterin und Sphingolipiden 

auszeichnen (Simons und Ikonen, 1997). Andere intrazelluläre Kompartimente besitzen eine im Ver-

gleich dazu nur geringe Konzentration an nicht verestertem, freien Cholesterin, mit Ausnahme jener 

Abschnitte, die auch mit der Plasmamembran kommunizieren wie z.B. Endosomen, Lysosomen und 

das Trans-Golgi Netzwerk (TGN) (Fielding und Fielding, 1997).

Das cholesterinbindende Markerprotein Caveolin-1 (Murata et al., 1995) fungiert zwischen diesen 

intrazellulären Kompartimenten vermutlich als Teil eines intrazellulären Lipidtransportsystems 

(Smart et al., 1994). Das TGN dient dabei als Akzeptor für neu-synthetisiertes Cholesterin aus dem 

ER und von exogenem Cholesterin (z.B. aus LDL, vgl. Kap. 1.1.2), das über Endosomen, Lysoso-

men und Caveolae in das TGN gelangt. Von TGN ausgehend können Cholesterin und Phospholipide 

nun entweder in Form von Triton X-100 unlöslichen caveolinhaltigen Lipid Rafts oder als Triton X-

100-lösliche sekretorische Vesikel im Rahmen eines exozytotischen Membranverkehrs zur Plasma-

membran transportiert werden (Fielding und Fielding, 1997; Liscum und Munn, 1999). Caveolin 

wandert dabei vermutlich zwischen intrazellulären Kompartimenten wie TGN und Plasmamembran 

hin und her (Simons und Toomre, 2000). Caveolae würden somit eine Durchgangsstation darstellen 

im Ausschleusungsprozess für neusynthetisiertes Cholesterin (Smart et al., 1996) und für Choleste-

rin, das aus Low Density Lipoproteinen (LDL) abgegeben wurde (Fielding und Fielding, 1996). 

Eine interessante Verbindung besteht zwischen Caveolin, Caveolae, intrazellulärem Cholesterin-

Transport und der Niemann-Pick-Erkrankung. Bei Patienten, die unter der Niemann-Pick-

Erkrankung Typ C (NPC) leiden, ist der intrazelluläre Transport von unveresterten Cholesterin aus 

dem Zellinnern in Richtung Plasmamembran gestört bzw. verzögert (Neufeld et al., 1996, Garver et 

al. 1997). Cholesterin akkumuliert bei Patienten mit dieser autosomal-rezessiv vererbten Sphingo-

myelinose im späten endosomalen Kompartiment (“NPC-Kompartiment”) (Schmitz und Orsó, 2001; 

Neufeld et al., 1999). Das bei diesen Patienten defekte NPC1 Protein (Niemann-Pick disease C Pro-

tein 1) dient vermutlich als Regulator im Rahmen des Transportes von Cholesterin zur Plasmamem-

bran. Bemerkenswert ist in diesem Zusammenhang, dass sich in Zellen von NPC-Patienten erhöhte 

Caveolin-Expressionsraten nachweisen lassen (Garver et al., 1997). Möglicherweise hat das NPC1-

Protein damit eine regulatorische Funktion für die Caveolin-Expression (Garver et al., 1997). Also 

scheinen caveolinhaltige, cholesterinreiche Membranen eine besondere Bedeutung bei diesem Defekt 

im intrazellulären Cholesterinverkehr bei der Niemann-Pick-Erkankung zu besitzen. Bisher ist nicht 

geklärt, ob die erhöhte Caveolin-Expression einen Kompensationsmechanismus für den verzögerten 

post-lysosomalen Cholesterin-Transport via NPC-Kompartiment darstellt oder ob beide Proteine, 
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NPC1 und Caveolin, gemeinsam im gleichen Kompartiment zu finden sind (Garver et al., 1997). 

Verschiedene Konzepte werden für das NPC1 Protein diskutiert. NPC1 könnte als direkter endo-

lysosomaler Transporter für Cholesterin fungieren, indem es am Transport von Cholesterin vom 

NPC-Kompartiment zum TGN beteiligt ist. Weiterhin könnte es als Docking/Fusions-Protein fungie-

ren, indem es beim „Docking“ und der Fusion von Cholesterin-beladenen Vesikeln mit Recycling-

Endosomen vermittelt, mit dem sich anschließenden Transport von Cholesterin zum TGN. NPC1 

könnte auch als eine „Pumpe“ fungieren, die Cholesterin und andere Lipide von Endoso-

men/Lysosomen zum TGN befördert (Schmitz uns Orsó, 2001). Auf diese Weise käme dem NPC1-

Protein eine wichtige Funktion beim Transport von Cholesterin aus intrazellulären Kompartimenten 

zur Plasmamembran zu.

Die intrazellulären Transportwege für Cholesterin von Späten endosomalen/lysosomalen Komparti-

menten über intrazelluläre Lipid Rafts in Caveolae der Plasmamembran deuten zudem auf einen aus-

geprägten Membranverkehr zwischen cholesterinreichen Membrandomänen und dem endozytotischen 

Kompartiment hin. Einige Arbeiten unterstreichen diese Auffassung durch die Identifikation von Pro-

teinen des Frühen endosomalen Kompartiments, z.B. Rab-, SNAP- und SNARE-Proteine, in Caveo-

lae von Hepatozyten (Pol et al., 2000; Pol et al., 1999). In Caveolae können Internalisierungsmecha-

nismen und die Ausbildung von endosomalen Vesikeln beobachtet werden (Anderson, 1993; Karten-

beck, 1989). Der Nachweis von Annexin-Proteinen (z.B. Annexin VI und Annexin II) in Caveolae 

(Orito et al., 2001; Oliferenko et al., 1999) deutet möglicherweise auf eine regulatorische Aufgabe 

dieser Proteine bei der Interaktion endozytotischer Transportvesikel aus Caveolae mit endozytoti-

schem Kompartiment hin (Pol et al., 2000; Pol et al., 2000b). Dabei dürfte jedoch nicht die Internali-

sierung von Liganden im Vordergrund zu stehen. Vielmehr scheint dieser Prozeß dem dynamischen 

Membranverkehr zwischen Caveolae, internen Lipid Rafts sowie dem endozytotischen System zu 

dienen (Conrad et al., 1995). Gestützt wird diese Annahme durch den Nachweis von Caveolin und 

Caveolae-assoziierten Proteinen (z.B. p21-Ras, p120GAP oder Raf-1) in endosomalen Kompartimen-

ten (Pol et al., 2000; Pol et al., 2000b). 

Die Bedeutung der Funktion von Caveolae im Lipidverkehr und im Cholesterin-Efflux der Zelle un-

terstreicht auch die Lokalisation des Scavenger-Rezeptors-B1 (SR-BI) in Caveolae (Babitt et al., 

1997). SR-BI vermittelt zum einen die selektive Aufnahme von Cholesterin aus High Density Lipo-

proteinen (HDL) in die Zelle, zum anderen vermutlich den Efflux des zellulären Cholesterins aus der 

Zelle (vgl. Kap. 1.1.4; Krieger, 1999). Die Funktion des ABCA1-Transporters im Cholesterin-

Efflux und im intrazellulären Cholesterintransport wurde bereits in Kapitel 1.1.4 beschrieben. Bisher 

konnte jedoch noch kein Nachweis des ABCA1-Transporters in Lipid Rafts bzw. Caveolae und des-

sen Beteiligung am Cholesterin-Efflux beschrieben werden (Mendez et al., 2001). Auf die mögliche 

regulatorische Funktion von Annexinen in cholesterinreichen Membrandomänen wird in Kapitel 1.3 

eingegangen.
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1.2.3.3 Weitere Funktionen 

Eine wesentliche Aufgabe kommt Caveolae auch bei der Internalisierung von Molekülen zu. Unab-

hängig von der Rezeptor-vermittelten, Clathrin-abhängigen Endozytose werden zwei Mechanismen 

unterschieden. Transzellulärer Transport und Potozytose. Potozytose bezeichnet einen Prozeß, bei 

dem extrazelluläre Moleküle in Caveolae konzentriert werden, um im Anschluß daran internalisiert 

und nachfolgend an das Zytoplasma oder Endoplasmatische Retikulum entlassen zu werden (Karten-

beck et al., 1989; Anderson, 1993). Dieser Mechanismus wird durch die Proteinkinase Cα (PKC) 

reguliert und ist durch Histamin sowie durch den Entzug von Cholesterin hemmbar (Rothberg et al., 

1990). Internalisierte Moleküle sind u.a. Cholesterin (Anderson, 1998), virale Pathogene (Anderson 

et al., 1996), Choleratoxin (Parton, 1994) und 5-Methyltetrahydrofolat (Anderson et al., 1992). 

Transzellulärer Transport wird vor allem für Endothelzellen beschrieben. In Caveolae formieren sich 

bei diesem Prozeß Vesikel, die Molelüle wie z.B. Insulin und Albumin durch die Zelle transportieren 

(Schnitzer et al., 1994; Simionescu et al., 1973).

1.3 Annexine 

1.3.1 Annexin-Protein-Familie

Die Annexin-Protein-Familie umfasst mehr als 10 Angehörige, die in zahlreichen Organismen unter-

sucht wurden. Dazu zählen Vertebraten, Insekten, Nematoden und Pflanzen. (Gerke und Moos, 

1997; Morgan und Fernandez, 1997). Die gut erforschten gemeinsamen Struktureigenschaften haben 

zur Identifizierung der umfangreichen Annexin-Familie geführt, deren Vertreter mit römischen Zif-

fern unterschieden werden. Annexine stellen, gebunden an intrazelluläre Membranen, aber auch frei 

im Zytoplasma befindlich, einen Anteil von über 1% des Gesamtzellproteins, abhängig vom jeweili-

gen Zelltyp. Im Gegensatz zu den gut bekannten Struktureigenschaften der Annexine gibt es unter-

schiedliche Erkenntnisse über die Funktion und Lokalisation der einzelnen Gruppenmitglieder (Gerke 

und Moss, 1997). 

Mitglieder der Annexin-Proteinfamilie sind an der Regulation der Rezeptor-vermittelten Endozytose 

und des endosomalen Membrantransportes beteiligt (Gerke und Moss, 1997; Crompton et al., 1988). 

Annexin II und VI besitzen zudem vermutlich eine stabilisierende Funktion bei der Interaktion von 

cholesterinreichen Membrandomänen mit Teilen des Zytoskeletts (Babiychuk et al., 1999; Babiy-

chuk und Draeger, 2000). Neuere Arbeiten identifizieren insbesondere Annexin VI in Caveolae und 

intrazellulären Lipid Rafts (Babiychuk und Draeger, 2000). Neben diesen Funktionen im intrazellu-

lären Membranverkehr und der Membranorganisation wird ebenfalls eine Beteiligung von Annexinen 

an Prozessen der Signaltransduktion, Ionenkanalregulation, Blutkoagulation, Zellwachstum und -

differenzierung, der DNA-Replikation, Entzündungshemmung und der Interaktion zwischen Zelle 

und extrazellulärer Matrix beschrieben. Die Beteiligung an diesen sehr unterschiedlichen physiologi-

schen Prozessen mit teilweise überlappenden Aktivitäten von einzelnen Mitgliedern der Annexin-

Familie erschwert deren Zuordnung zu einer eindeutigen Funktion und ihre Identifikation in vivo. 

(Gerke und Moss, 1997; Moss, 1995; Raynal und Pollard, 1994; Mollenhauer, 1997). Die geschil-
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derten Beobachtungen deuten darauf hin, dass Annexine in Abhängigkeit vom Zelltyp und physiolo-

gischen Bedingungen unterschiedliche Lokalisationen und Funktionen in der Zelle aufweisen können.

1.3.1.1 Molekulare Struktur der Annexine

Annexine lassen sich durch zwei Merkmale charakterisieren. Zum einen bestehen Annexine aus ei-

nem hochkonservierten Annexinkern („Core“-Domänen), zum anderen aus einem kürzeren, variablen 

N-Terminus. Der Annexinkern ist das gemeinsame Strukturmerkmal aller Annexine (vgl. Abb. 3). 

Dieser besteht aus vier sich wiederholenden, hintereinander geschalteten, homologen Segmenten 

(„Core“-Domänen, Annexin-Wiederholungen) einer hochkonservierten Aminosäuresequenz mit je-

weils 70-80 Aminosäuren (Glenney und Tack, 1985; Smith and Moss, 1994a). Beim Annexin VI 

liegen die vier auch als Annexin-Wiederholungen bezeichneten “Core“-Domänen doppelt vor 

(Crompton et al., 1988). Diese formieren sich zu einer kompakten, leicht gewölbten Scheibe und bil-

den dabei vier unterschiedliche Kerndomänen aus. Durch die Interaktion der hydrophoben Seitenket-

ten der Annexin-Kerndomänen 1 und 4 sowie 2 und 3 wird im Zentrum dieser Formation eine hy-

drophile Pore gebildet (Huber et al., 1992; Liemann und Huber, 1997). Jede Annexin „Core“-

Domäne setzt sich aus 5 α-Helices (A-E) zusammen. Die Helices werden durch kurze Schleifen 

(„loops“) miteinander verbunden. Zwischen den Helices A und B bzw. D und E in den „loops“ jeder 

Kerndomäne befinden sich die potentiellen Calcium-Bindungsstellen der jeweiligen Domäne. Diese 

Calcium-Bindungsstellen ermöglichen den Mitgliedern der Annexin-Proteinfamilie über einen Brük-

kenmechanismus die calciumabhängige Bindung an vornehmlich negativ geladene Phospholipide zy-

tosolischer Plasmamembranen (Liemann und Huber, 1997; Huber et al., 1992; Crompton et al., 

1988; Swairjo and Seaton, 1994). Annexin-Proteine translozieren somit vom Zytosol an intrazellulä-

re Membranen in Abhängigkeit von der intrazellulären Calcium-Konzentration (Lecat et al., 2000). 

Die calciumabhängige Bindung an vorzugsweise negativ-geladene Phospholipide ist das zweite ge-

meinsame Merkmal der Mitglieder der Annexin-Proteinfamilie. Zu den Membranphospholipiden, die 

als Bindungspartner von Annexinen dienen, gehören z.B. Phosphatidsäure, Phosphatidylserin oder 

Phosphatidylinositol (Raynal und Pollard, 1994). Die Anzahl und Lokalisation der Calcium-

Bindungsstellen sind trotz der sehr ähnlichen strukturellen Eigenschaften der Annexine unter den 

Mitgliedern der Annexin-Proteinfamilie zum Teil variabel (Gerke et al., 1997). 

Innerhalb der Annexin-Familie gibt es relativ große Unterschiede in Bezug auf die Calcium-

Konzentrationen, die für die Phospholipidbindung notwendig sind, als auch hinsichtlich der Potenz, 

mit der sie zelluläre Membranen aggregieren. Annexin I und II benötigen Calcium-Konzentrationen 

in submikromolarer oder geringer mikromolarer Höhe zur halbmaximalen Membranbindung, dage-

gen sind z.B. für Annexin V Calcium-Konzentrationen von 10 bis über 100 Mikromol für eine halb-

maximale Bindung an Membranoberflächen erforderlich (Raynal und Pollard, 1994). Die calcium-

abhängige Phospholipidbindung und die intrazelluläre Lokalisation von Mitgliedern der Annexin-

Proteinfamilie variiert auch zwischen einzelnen Zelltypen sowie innerhalb einer Zelle (Gerke und 

Moss, 1997). Neben der calciumabhängigen Form der Bindung an Membranphospholipide werden 

für Annexin I und II (Futter et al., 1993; Jost et al., 1997; Harder et al., 1997), Annexin VI (Turpin 
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et al., 1998) sowie für Annexin XIIIb (Fiedler et al., 1995) calciumunabhängige Membraninteraktio-

nen beschrieben.

Abb. 3 : Struktur der Annexine (Gerke und Moss, 1997)

Im Gegensatz zu den Annexin-„Core“-Domänen, die die strukturellen und biochemischen Eigen-

schaften der Annexine definieren, weisen die einzelnen Mitglieder der Annexin-Familie eine hohe 

Variabilität im Bereich der N-terminalen Domänen hinsichtlich ihrer Länge und Aminosäuresequenz 

auf. Die Aminosäuresequenz verfügt in diesem Bereich über ein Länge zwischen 11 bis 19 Amino-

säuren, kann aber auch über 100 Aminosäuren (Annexin VII und XI) erreichen. Dieser Molekülbe-

reich, der den Annexin-„Core“-Domänen vorausgeht, vermittelt wahrscheinlich durch posttranslatio-

nale Modifikation die funktionelle Spezifität der einzelnen Annexine (Raynal und Pollard, 1994; 

Gerke und Moss, 1997; Südhof et al., 1988). 

Eine Aufgabe dieser Regionen besteht möglicherweise in der intramolekularen Beeinflussung des 

Annexin-Kerns durch die N-terminalen Domänen, als Steuerungsgröße für die Regulation des Calci-

um- und Phospholipidbindungsverhaltens der Annexine (Powell und Glenney, 1987; Ando et al., 

1989). Zudem sind die N-terminalen Molekülregionen anscheinend für die spezifische Interaktion 

einzelner Annexine mit bestimmten Proteinen verantwortlich (Gerke und Moss, 1997). Das Annexin 

II-Molekül ist ein gutes Beispiel für die Interaktion dieser Region mit anderen Proteinen. Das Anne-

xin II-p11-Heterotetramer besteht aus einem Komplex zweier Moleküle des S100-Proteins p11 mit 

zwei Annexin II-Molekülen (vgl. Abb. 3). Durch den Zusammenschluß mit dem p11-Dimer werden 

zwei Annexine zum Annexin II-Molekül verbunden, mit einer veränderten Membranaffinität und 

veränderten subzellulären Lokalisation von Annexin II im Vergleich zum monomeren Annexin II-
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Molekül (Rety et al., 1999; Thiel et al., 1992; Gerke und Moss, 1997; Powell und Glenney, 1987). 

Dieser Molekülzusammenschluß wird durch hydrophobe Reste stabilisiert, die sich für Annexin II im 

N-Terminus und für p11 am C-Terminus befinden (Gerke und Moss, 1997). Für Annexin I (Toku-

mitsu et al., 1996), Annexin VI (Garbuglia et al., 1998) und Annexin XI (Seemann et al., 1996) ist 

ebenfalls die Bindung der N-terminalen Region an dimerische Proteine aus der S-100 Familie be-

schrieben worden.

Weiterhin stellen die N-terminalen Domänen der Annexine potentielle Phosphorylierungsstellen für 

verschiedene signaltransduzierende Proteinkinasen dar, damit könnte ebenfalls das Bindungsvermö-

gen der Annexine für Phospholipide verändert werden (Raynal et al., 1994). Bei Annexin I führt die 

Phosphorylierung des N-terminalen Serin (Wang und Creutz, 1994) oder Tyrosin (De et al., 1986) 

zu einer veränderten Calciumbindungs- und Vesikelaggregationseigen-schaft (Schlaepfer und Haig-

ler, 1987). Bei Annexin II bedingt die Phosporylierung der N-terminalen Domäne eine reduzierte 

Affinität für Phospholipide (Brambilla et al., 1991). Die Phosphorylierung von Annexin II durch die 

Proteinkinase C inhibiert die Aggregation von Lipidvesikeln (Johnstone et al., 1992). Zudem sind 

Annexin I und II als Substrate von PDGF- (platelet-derived growth factor) und EGF- (epidermal 

growth factor) beschrieben worden (Futter et al., 1993; Rothut, 1997; Johnstone et al., 1993). Ferner 

ist die Interaktion von Annexinen mit Proteinen des Zytoskeletts anerkannt (Gerke und Moss, 1997). 

So können Annexin I, II und VI an Aktinfilamente binden (Glenney et al., 1987; Gerke und Weber, 

1984; Hayashi et al., 1989), Annexin II und VI binden in vitro an Spektrin des submembranösen 

Zytoskeletts (Watanabe et al., 1994; Gerke und Weber, 1984). Die Identifikation von Bindungspart-

nern liefert wichtige Hinweise über mögliche Funktionen der Annexine (vgl. Kap. 1.3.1.3). Insbeson-

dere die Interaktion von Annexinen mit zytoskelett-assoziierten Proteinen ist von erheblicher Bedeu-

tung für das Verständnis der Funktion der Annexine bei der Regulation des Membranverkehrs.

1.3.1.2 Intrazelluläre Lokalisation und Gewebsverteilung von Annexinen

Annexine werden in fast allen Zelltypen angetroffen, wobei es aber zu einem gewebsspezifischen 

Expressionsmuster bei jedem Zelltyp kommt. Während einige Annexine (Annexine I, II und VI) ubi-

quitär exprimiert werden, finden sich andere Familienmitglieder wie z.B. Annexin VIII und XIII nur 

in sehr wenigen Zelltypen (Gerke und Moss, 1997). Das Expressionsniveau der Annexine korreliert 

oftmals mit dem Differenzierungsgrad der Zelle, z.B. erfolgt eine differenzierungsabhängige Erhö-

hung der Annexin VI-Expression während der Entwickung von T- und B-Lymphozyten (Clark et al., 

1991). Allerdings hängt das Expressionsniveau nicht nur vom Differenzierungsgrad der Zelle ab, 

sondern auch von ihrem Aktivitätszustand wie z.B. vom jeweiligen Stadium der Wachstumsphase, in 

der sich die Zelle befindet (Schlaepfer und Haigler, 1990).

Zudem beeinflussen mögliche Isoformen, Konformitätsänderungen und Inkubationsbedingungen die 

exakte Beschreibung der intrazellulären Lokalisation. Im Gegensatz zu Kompartiment-spezifischen 

Rab- oder SNARE-Proteinen (vgl. Kap. 1.1.2.3) können Annexine in verschiedenen Zellkomparti-

menten nachgewiesen werden (Gerke und Moss, 1997). Dazu zählen Plasmamembranen (Annexin I 

– III, Annexin V – VII), endosomale Membranen (Annexin I, II, VI), aber auch weitere in Tabelle 4 
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aufgeführte membranassoziierte Zellregionen (Gerke und Moss, 1997). Bereits die intrazelluläre Lo-

kalisation von Annexinen deutet auf deren mögliche Funktion im intrazellulären Membrantransport 

hin.

Annexintyp Lokalisation Referenz
Annexin I Plasmamembran

Frühes und Spätes endosomales Kompartiment
Seemann et al. 1996
Futter et al., 1993

Annexin II Plasmamembran
Frühe Endosomen
Caveolae 
sekretorische Vesikel
Phagosomen

Emans et al.,1993 (FE)
Harder et al., 1997 (FE)
Harder und Gerke 1993 (PM)
Nakata et al. 1990 (PM)
Senda et al. 1994 (SV)
Desjardins et al. 1994 (Phag)

Annexin III Plasmamembran, Membranen intrazellulärer 
Granula/Phagosamen

Le-Cabec und Maridonneau-Parini, 
1994

Annexin IV Basolaterale und / oder apikale Membranen 
polarisierter Epithelzellen

Massey et al., 1991
Mayran et al. 1996
Massey-Harroche et al., 1995
Kojima et al. 1994

Annexin V Plasmamembran
Endoplasmatisches Retikulum

Spreca et al. 1992
Giambanco et al. 1993

Annexin VII Plasmamembran
Membranen intrazellulärer Granula

Kuijpers et al. 1992
Selbert et al. 1995

Annexin XI Nukleus Mizutani et al. 1992
Mizutani et al. 1995

Annexin XIII Apikaler Bürstensaum von Enterozyten
Basolaterale Membranen

Wice und Gordon, 1992

Annexine VIII, 
IX und X

Noch keine exakte Zuordnung -

Tab. 4: Intrazelluläre Lokalisation der Annexine (modifiziert aus: Gerke und Moss, 1997)

1.3.1.3 Eigenschaften und Funktionen der Annexine

Annexine stellen eine Proteingruppe mit sehr unterschiedlichen biochemischen Eigenschaften und 

Funktionen in der Zelle dar. Die Vielfalt der potentiellen Funktionen von Annexinen spiegelt sich 

auch in der verwirrenden Zahl von Bezeichnungen für die einzelnen Proteinfamilienmitglieder bei 

ihrer Entdeckung wieder (z.B. Lipocortine, Chromobindins, Calcimidine, Anchorine oder antikoagu-

latorische Proteine). Die verwirrende Nomenklatur ist mittlerweile durch Einführung der universellen 

Bezeichnung „Annexine“ vereinfacht worden (Crompton et al., 1988; Gerke und Moss, 1997).

1.3.1.3.1 Annexine und intrazellulärer Membrantransport

Die calciumabhängige Bindung an vorzugsweise negativ geladene Membranphospholipide (vgl. Kap. 

1.3.1.1) gehört zu der zentralen biochemischen Eigenschaft der Annexine. Negativ geladene, saure 

Phospholipide sind integrale Bestandteile aller biologischen Membranen und befinden sich vor allem 

auf der zytoplasmatischen Seite von Membranen. Die calciumabhängige Bindung von Mitgliedern 
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der Annexin-Familie an Phospholipide weist auf ihre mögliche Funktion im Rahmen des intrazellulä-

ren Membranverkehrs hin (Creutz, 1992). Für Annexin II und Annexin VI sind zwei Lipidbindungs-

stellen im Molekül nachgewiesen worden. Diese ermöglichen den direkten Kontakt zwischen zwei 

benachbarten Membranoberflächen (Gerke und Moss, 1997). Insbesondere Annexin II dient durch 

Brückenbildung zweier Annexin II Moleküle über ein dimeres p11-Molekül (vgl. Kap. 1.3.1.1) als 

entscheidendes Element bei der Interaktion und Fusion von intrazellulären Membranen im Rahmen 

von Exo- und Endozytoseprozessen (Creutz, 1992; Zaks et al., 1990; Emans et al., 1993). 

Neben Annexin VII (Creutz, 1992) und Annexin XIII (Fiedler et al., 1995) werden vor allem Anne-

xin I und II für den primären Membrankontakt und die Fusion exozytotischer Vesikel verantwortlich 

gemacht. Annexin I bindet an Membranen sekretorischer Granula und fördert calciumabhängig ihre 

Aggregation (Creutz et al., 1987). Annexin I ist darüberhinaus an der Steuerung der Glucose-

induzierten Insulinsekretion und der Translokation insulinhaltiger Granula beteiligt (Ohnishi et al., 

1995). Annexin II ist Mediator der exozytotischen Sekretion von Granula in Zellen des Nebennie-

renmarks (Donnelly und Moss, 1997). 

Neben dieser exozytotischen Funktion von Annexinen belegen zahlreiche Arbeiten die bedeutende 

Rolle von Annexinen im Rahmen des endozytotischen Membranverkehrs. Annexin I wurde in multi-

vesikulären Körperchen im Späten endosomalen Kompartiment nachgewiesen und vermittelt deren

Formation (Haigler et al., 1987; Futter et al., 1993). In BHK-Zellen (Baby Hamster Kidney) assozi-

iert Annexin I mit Membranen Früher Endosomen (Seemann et al., 1996). Annexin II und sein Li-

gand p11 assoziieren mit Frühen Endosomen (Harder und Gerke, 1993) und sind an deren Fusion 

beteiligt (Emans et al., 1993; Mayorga et al., 1994). Die intrazelluläre Lokalisation der Frühen En-

dosomen ist dabei von der hochaffinen Bindung mit dem Annexin II-p11-Komplex abhängig (Harder 

und Gerke, 1993). 

Uittenbogaard und Mitarbeiter haben gezeigt, dass Cholesterin mit Caveolin, Cyclophilin A, Cy-

clophilin 40 und HSP56 einen zytosolischen Caveolin-Chaperone Komplex (“Heat-shock Protein-

Caveolin Chaperone Complex”) bildet, über den neu synthetisiertes Cholesterin vom ER durch das 

Zytoplasma in Richtung Caveolae (Uittenbogaard et al., 1997; Uittenbogaard und Smart, 2000) 

transportiert wird, um von dort durch anschließenden Efflux auf extrazelluläre Akzeptoren übertra-

gen zu werden oder in der Plasmamembran zu verbleiben. Auf der anderen Seite wird Cholesterin 

aus Caveolae in Richtung intrazellulärer Membranen über einen Caveolin-Annexin II Lipid-Protein-

Komplex transportiert (Uittenbogaard et al., 2002). Eine in diesem Zusammenhang vorstellbare In-

teraktion von Annexin VI mit Caveolin konnte bisher nicht nachgewiesen werden. Allerdings sind 

verschiedene Varianten einer Einflußnahme von Annexin VI auf den intrazellulären Cholesterin-

transport und Cholesterin-Efflux vorstellbar (vgl. Kap. 1.3.2 ff.).

1.3.1.3.2 Annexine und cholesterinreiche Membrandomänen

Neben ihrer Funktion bei der Rezeptor-vermittelten Endozytose und im endosomalen Membrantrans-

port wird eine weitere wichtige Funktion der Annexine in der Organisation und Stabilisierung von 

Membrandomänen (Lipid Rafts bzw. Caveolae) gesehen. Danach könnte die calciumabhängige Bin-
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dung an negativ geladene Phospholipide eine Beeinflussung der Membrankomposition und die Stabi-

lisierung von Membrandomänen zur Folge haben (Junker und Creutz, 1993; Gerke und Moss, 1997; 

Harder et al., 1997). Einige Ergebnisse deuten darauf hin, dass eine Organisation in Membrandomä-

nen bedeutsam für die Anlagerung an das Zytoskelett, für die Lipidsegregation und den Transport 

von Vesikeln in verschiedenste Kompartimente der Zelle zu sein scheint. Über das Zusammenspiel 

von Teilen des submembranösen Zytoskeletts mit Membrandomänen besteht bisher keine klare Vor-

stellung. So könnten einige Annexine der Verankerung von Membrandomänen mit dem kortikalen 

Zytoskelett dienen und eine besondere Rolle bei der Etablierung von Lipidsegregationen (z.B. Lipid 

Rafts / Caveolae) spielen (Gerke und Moss, 1997). Als Beispiel sei der Annexin II-p11-Komplex 

angeführt, der das Aktin-Zytoskelett mit cholesterinreichen Membrandomänen (Lipid Rafts) verbin-

det (Babiychuk et al., 1999). 

Verschiedene Annexine werden mit cholesterinreichen Membranabschnitten in Verbindung gebracht. 

Für Annexin II, V und VI wird eine calciumabhängige Translokation in cholesterinreiche Membran-

bereiche von glatten Muskelzellen beschrieben (Babiychuk und Draeger, 2000). Für Annexin XIII 

konnte kürzlich ebenfalls eine Assoziation mit Lipid Rafts dargestellt werden (Lecat et al., 2000). 

Annexin II unterstützt vermutlich calciumabhängig die Zusammenlagerung von Lipid Rafts. Neben 

Caveolinen haben Annexin II und VI scheinbar eine stabilisierende Funktion bei der Interaktion von 

cholesterinreichen Membrandomänen, Lipid Rafts bzw. Caveolae, mit Teilen des Zytoskeletts (Ba-

biychuk et al., 1999; Babiychuk und Draeger, 2000; Harder et al., 1997). Neuere Arbeiten identifi-

zieren insbesondere Annexin VI in Caveolae und intrazellulären Lipid Rafts (Lecat et al., 2000; Ori-

to et al., 2001; Babiychuk und Draeger, 2000; Babiychuk et al., 2000; Schnitzer et al., 1995). Trotz 

zahlreicher Forschungsanstrengungen ist die Rolle von Annexinen bei der Aggregation von Membra-

nen und ihre Funktion in cholesterinreichen Membranen nicht vollständig geklärt. Auf die Funktion 

von Annexin VI in cholesterinreichen Membranen wird nun gesondert in Kapitel 1.3.2 eingegangen. 

1.3.2 Annexin VI

Die multifunktionelle Rolle von Annexinen bei der Regulation des Membranverkehrs bestätigt sich 

auch bei der Betrachtung des Annexin VI-Proteins. Annexin VI wurde erstmals 1984 aus einer 

Plasmamembranpräparation menschlicher Lymphozyten isoliert (Owens und Crumpton, 1984; 

Owens et al., 1984). Das neuentdeckte Protein wurde zunächst unter verschiedenen Bezeichnungen 

wie z.B. Calelectrin, Calcimedin, Calpactin oder Calphobindin geführt, die sich auf die calciumbin-

dende Aktivität und die möglichen Funktionen in der Zelle bezogen. Seit 1988 ist deren Zugehörig-

keit zur Annexinfamilie anerkannt und es wird einheitlich die Bezeichnung Annexin VI verwendet 

(Crompton et al., 1988; Südhof et al., 1988)

1.3.2.1 Molekulare Struktur von Annexin VI

Das strukturelle Kennzeichen aller Annexine sind vier hochkonservierte, C-terminale 70 – 80 Ami-

nosäuren umfassende Kerndomänen („Core“-Domänen, Annexin-Wiederholungen) (vgl. Kap. 

1.3.1.1). Im Falle von Annexin VI besteht der Proteinkern aus zwei fast identischen Hälften mit je-
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weils vier „Core“-Domänen und entsprechend achtfacher Annexin-Wiederholung (vgl. Abb. 4). Dies 

erklärt auch die Höhe des Molekulargewichtes, das mit ca. 68 kDa ungefähr doppelt so hoch liegt 

wie das der übrigen Annexine. Eine kurze, nicht konservierte N-terminale Sequenz von 24 Amino-

säuren geht der ersten Annexin-Wiederholung voraus. (Südhof et al., 1988; Crompton et al., 1988; 

Benz et al. 1996). Aufgrund der auffallenden Sequenzhomologie der beiden Annexinkerne wird ver-

mutet, dass Annexin VI durch Genduplikation aus einem Vorläuferprotein mit vier Annexin-

Wiederholungen hervorgegangen ist (Crompton et al., 1988; Smith und Moss, 1994 a und b). 

Die kristalline und membrangebundene Struktur des humanen Annexin VI-Moleküls zeigt zwei von-

einander getrennte Molekülhälften, bestehend aus der charakteristischen Tetrade-Domäne von Anne-

xin I mit vier Annexin-Domänen, die entsprechend der Grundstruktur aller Annexine aus fünf α-

Helices (A – E) aufgebaut sind (vgl. Abb. 4). Die fünf Helices ordnen sich im Raum in Form einer 

rechtshändigen Superhelix an und werden durch kurze Schleifen miteinander verbunden. An der 

leicht konvexen Seite der Annexinkerne befinden sich an der Schleife A/B und D/E die potentiellen 

Calcium-Bindungsorte. Über diese wird vermutlich die calciumabhängige Bindung an Mem-

branphospholipide ermöglicht (Avila-Sakar et al., 1998; Driessen et al., 1992). In der Literatur wer-

den unterschiedliche Bindungsaffinitäten von Annexin VI zu einzelnen Phospholipiden beschrieben. 

Eine ausgeprägte Affinität besteht für negativ geladene Phospholipide wie Phospatidylinositol, 

Phosphatidylserin und Cardiolipin (Edwards und Booth, 1987). Der Bedarf an freiem intrazellulärem 

Calcium geht zurück, wenn prozentual der Gehalt an Phosphatidylsäure oder Phosphatidylethanola-

min in der Membran erhöht ist (Lu et al., 1994). Jedoch überschreiten die experimentell eingesetzen 

Calcium-Konzentrationen teilweise bei weitem die Menge an freiem Calcium in den „Calcium-Pools“ 

in ruhenden Zellen. Dies deutet darauf hin, dass zusätzliche Mechanismen bei der Membranassozia-

tion von Bedeutung sein müssen. Außerdem sind für Annexin VI calciumunabhängige Membranas-

soziationen beschrieben worden (Turpin et al., 1999) und ein Teil des Annexin VI liegt auch nicht 

membrangebunden im Zytosol vor (Gerke und Moss, 1997).

Die zwei Molekülhälften von Annexin VI sind über eine Verbindungshelix von 49 Aminosäuren ver-

bunden (vgl. Abb. 4) und stehen im kristallinen Zustand senkrecht zueinander. Im membrangebunde-

nen Zustand sind sie mit den Calcium-Bindungsstellen koplanar zur Membranebene ausgerichtet. 

Diese Rotation um 90° verlangt eine große Flexibilität der α-Helix-Verbindungsachse. Diese Flexibi-

lität spielt bei der Interaktion mit fusionierenden Membranen eine wichtige Rolle. Aufgrund seiner 

molekularen Struktur ist das Annexin VI-Molekül in der Lage, calciumabhängige Kontakte über 

zwei Membranen hinweg zu vermitteln (Liemann und Huber, 1997; Zaks und Creutz, 1991; Benz et 

al., 1996). 

In der Protein-Gelelektrophorese entsteht oftmals bei ca. 68 kDa eine charakteristische Doppelbande. 

Vermutlich repräsentiert diese zwei Isoformen des Annexin VI-Moleküls. Für Annexin VI werden 

zwei Splicing-Varianten beschrieben, wobei sich die cDNA durch eine Insertion eines 18 Nukleotide 

langen Teilstücks unterscheiden, das für 6 Aminosäuren am Beginn der siebten Annexin-

Wiederholungsdomäne kodiert. Im Gegensatz zu Splicing-Varianten anderer Annexine, die aus-

schließlich die N-terminale variable Region betreffen, sind bei dieser Form der gruppenspezifische 

Teil der Annexin-Kerndomänen betroffen (Crompton et al., 1988; Moss et al., 1988). Durch die ge-
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ringen biochemischen Unterschiede (Moss et al., 1990) nehmen die beiden Isoformen wahrscheinlich 

unterschiedliche Aufgaben innerhalb der Zelle wahr (Fleet et al., 1999).

Abb. 4 : Schematische Darstellung des Annexin VI-Moleküls
Das Annexin VI Molekül besteht aus 8 Kerndomänen mit jeweils 70 – 80 Aminosäuren. Jede Domäne setzt 
sich aus je fünf α-Helices (A – E) zusammen. Zwischen den Domänen I/IV, II/III, V/VIII und VI/VII sorgen 
hydrophobe Wechelwirkungen für eine enge Interaktion der Segmente. Durch Interaktionen der Domänen
III und IV der ersten Hälfte mit den Domänen VII und VIII der zweiten Hälfte wird die räumliche Struktur 
des Moleküls stabilisiert. Durch die 49 Aminosäuren lange Verbindungshelix zwischen Domäne IV und V 
können beide Molekülhälften um bis zu 90° zueinander rotieren. Ein aus 24 Aminosäuren bestehender ami-
noterminaler Anteil geht der ersten Kerndomäne voraus (modifiziert nach Liemann und Huber, 1997).

1.3.2.2 Intrazelluläre Lokalisation und Gewebsverteilung von Annexin VI

Annexin VI ist bisher in sehr vielen Zelltypen nachgewiesen worden. Der Nachweis gelang u.a. an 

Epithelzellen (Silva et al., 1986; Clark et al., 1991), Muskelzellen (Hazarika et al., 1991), Fibrobla-

sten (Pons et al., 2000), Hepatozyten (Weinman et al., 1994; Tagoe et al., 1994), Lymphozyten 

(Owens et al., 1984; Clark et al.,1991) und Makrophagen (Desjardins et al., 1994). Lediglich in der 

Plattenepithelkarzinomzelllinie A 431 (Smythe et al., 1994) und in Erythrozyten von Säugetieren 

(Clark et al., 1991) konnte Annexin VI nicht nachgewiesen werden.

Entsprechend seiner multifunktionalen Rolle in der Zelle wird die intrazelluläre Lokalisation von An-

nexin VI kontrovers beschrieben (Gerke und Moss, 1997). In Abhängigkeit vom Zelltyp findet sich 

Annexin VI in zahlreichen zellulären Kompartimenten, z.B. auffallend häufig assoziiert mit Plasma-

membranen (Owens et al., 1984; Tagoe et al., 1994; Bandorowicz et al., 1992) oder mit Teilen des 

endosomalen Kompartiments (Grewal et al., 2000; Jäckle et al., 1994; Ortega et al., 1998; Pons et 

al., 2000). Dies wird belegt durch den Nachweis von Annexin VI in Rattenleber-Endosomen (Jäckle 

et al., 1994), apikalen Endosomen von WIF-B-Zellen (Pons et al., 2000) und Ratten-Hepatozyten 

(Ortega et al., 1998) sowie durch die Kolokalisation mit dem späten endosomalen Marker lgp120 in 

Rattennierenzellen (Pons et al., 2000). Weitere zelluläre Kompartimente, in denen Annexin VI nach-

gewiesen wurde, sind das sarkoplasmatische Retikulum von quergestreiften Muskelzellen (Hazarika 

et al., 1991), Mitochondrien von Hepatozyten (Rainteau et al., 1995) und Phagosomen einer Ma-

krophagenzelllinie (Desjardins et al., 1994). Weitere Arbeiten identifizieren Annexin VI in choleste-

rinreichen Membrandomänen (Caveolae und Lipid Rafts) (Lecat et al., 2000; Orito et al., 2001: 

Babiychuk und Draeger, 2000; Babiychuk et al., 2000; Schnitzer et al., 1995). 
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1.3.2.3 Eigenschaften und Funktionen von Annexin VI

1.3.2.3.1 Annexin VI in Endo- und Exozytoseprozessen 

Aufgrund der biochemischen Eigenschaften von Annexin VI besteht in den letzten Jahren ein For-

schungsschwerpunkt in der Identifikation der regulatorischen Funktion von Annexin VI im Rahmen 

von Endo- und Exozytoseprozessen. Dabei deuten ältere Arbeiten auf einen inhibitorischen Effekt 

von Annexin VI bei Aggregation und Fusion sekretorischer Vesikel hin (Blackwood und Ernst, 

1990). Neuere Arbeiten diskutieren einen stimulierenden Effekt des Proteins in Endozytoseprozessen. 

Annexin VI läßt sich sowohl in frühen als auch in späten endosomalen Kompartimenten nachweisen 

(Jäckle et al., 1994; Ortega et al., 1998; Pons et al., 2000). So konnte Annexin VI in drei verschie-

denen endosomalen Fraktionen hepatischer Endosomen (Kompartiment der Dissoziation von Rezep-

toren und Liganden [CURL]), Rezeptor-rezyklierendem Kompartiment [RRC] und prälysosomalem 

Kompartiment [MVB]) nachgewiesen werden (Jäckle et al., 1994). Für die LDL-Rezeptor-

vermittelte Endozytose konnte ein mögliches Modell für die Funktion von Annexin VI im Rahmen 

des endozytotischen Membranverkehrs oder in Sortierungsprozessen endosomaler Membranstruktu-

ren entwickelt werden. In einem in vitro-Ansatz ist Annexin VI neben Calcium, ATP und weiteren 

zytosolischen Komponenten für die Ablösung von Clathrin umhüllten Vesikeln (Clathrin coated pits) 

aus isolierten Plasmamembranen identifiziert werden. Dabei besteht eine positive Korrelation der 

Ablösungs-Aktivität mit der zytosolischen Annexin VI-Konzentration (Lin et al., 1992). 

Die Umbildung des Zytoskeletts scheint Voraussetzung für die endozytotische Aufnahme zu sein 

(Aunis und Bader, 1988). Bindungsstudien identifizieren Teile des Zytoskeletts oder damit assoziier-

ter Proteine als Interaktionsparter von Annexin VI, wobei die Interaktionen vermutlich über die in 

Länge und Aminosäuresequenz variable N-terminale Region von AnnexinVI vermittelt werden (Ger-

ke und Moss, 1997). In diesen Arbeiten konnte gezeigt werden, dass die Bindung von Annexin VI an 

die aminoterminale 28 kDa-Domäne von ß-Spektrin (Watanabe et al., 1994), das sich gemeinsam 

mit Aktin an der inneren Plasmamembranseite befindet (Bennett, 1990), die Formation von Clathrin-

umhüllten Vesikeln fördert (Kamal et al., 1998). Das an Spektrin gebundene Annexin VI reguliert 

über die Aktivierung einer Calpain-I-ähnlichen Protease die Umbildung des Zytoskeletts. Calpain I 

spaltet membrangebundenes Spektrin und leitet auf diese Weise mit der Abschnürung von „Clathrin-

Coated-Pits“ die initialen Schritte der LDL-Rezeptor-vermittelten Endozytose ein. In Annexin VI-

überexprimierenden Zellen konnte eine Stimulation der LDL-Aufnahme (und auch der Transferrin-

Aufnahme) gezeigt werden (Grewal et al., 2000).

Diese Schritte sind durch Zusatz von Calpain Protease-Inhibitor ALLN (N-Acetyl-Leucyl-Leucyl-

Norleucinal) zu unterbinden. Nach Zusatz von ALLN sind die Zellen aber bereits nach kurzer Zeit 

durch einen Annexin VI-unabhängigen Mechanismus wieder zur LDL-Endozytose befähigt. Neben 

morphologischen Veränderungen der Endosomen weisen ALLN-behandelte Zellen auch eine verän-

derte Lokalisation der von Annexin VI unabhängig entstandenen Endosomen auf. Es kommt zu einer 

Anreicherung von LDL in perinukleären Vesikeln und zu einem deutlichen Rückgang der LDL-

Degradation. (Pons et al., 2001; Kamal et al., 1998). Die Ursache dieser Phänomene könnte in der 

gestörten Interaktion von Annexin VI oder Spektrin (Holleran et al., 1996) mit Teilen des Zytoske-

http://1.3.2.3
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letts bzw. den damit assoziierten Proteinen begründet sein. Ebenfalls führt die Mikroinjektion einer 

dominant-negativen Annexin VI-Mutante zu einer Akkumulation von LDL in morphologisch verän-

derten Endosomen und zu einem Rückgang der LDL-Degradation (Pons et al., 2001). Diese Ergeb-

nisse weisen für Annexin VI, neben seiner Funktion im frühen endosomalen Kompartiment, auf eine 

potentielle Steuerungsfunktion innerhalb der lysosomalen Prozessierung von LDL und damit im spä-

ten bzw. prälysosomalen Kompartiment hin (Kamal et al., 1998, Pons et al., 2001). 

1.3.2.3.2 Annexin VI und cholesterinreiche Membrandomänen

Neben der Rolle von Annexin VI in der Rezeptor-vermittelten Endozytose deuten verschiedene Ar-

beiten auf eine zusätzliche Lokalisation und regulatorische Funktion in cholesterinreichen, Triton X 

unlöslichen Membrandomänen, sogenannten Lipid Rafts und Caveolae, hin (vgl. Kap. 1.2). Dabei 

kann auch für Annexin VI die bereits für Annexin II beschriebene Assoziation mit cholesterinreichen 

Membrandomänen bestätigt werden (Babiychuk und Draeger, 2000; Harder et al., 1997). Annexin 

VI wurde in Caveolin-angereicherten Fraktionen von Hepatozyten und endothelialen Zellen beschrie-

ben (Pol et al., 1999; Schnitzer et al., 1995). Die Translokation von Annexin VI in cholesterinreiche 

Membrandomänen erfolgt dabei vermutlich calciumabhängig (Babiychuk und Draeger, 2000). 

Gleichzeitig beschreiben jüngste Veröffentlichungen zusätzlich eine cholesterininduzierbare und cal-

ciumabhängige Membranbindung von Annexin VI (Ayala-Sanmartin, 2001). Die Beschreibung von 

Annexin VI in cholesterinreichen Membrandomänen weist auf eine mögliche Funktion von Annexin 

VI bei der Etablierung spezifischer Membrandomänen und im Membrantransport zwischen Caveo-

lae, intrazellulären Lipid Rafts und endosomalen Kompartimenten hin (Babiychuk und Draeger, 

2000).

1.3.2.3.3 Interaktionen von Annexin VI mit Proteinen der Signaltransduktion in Caveolae

Annexin VI besitzt aufgrund seiner Interaktion mit Proteinen, die wichtige Funktionen im Rahmen 

der zellulären Signaltransduktion übernehmen, möglicherweise eine regulatorische Bedeutung im 

Rahmen von signaltransduzieren Prozessen in Caveolae. Dafür spricht zunächst die Identifikation 

von Annexin VI in Caveolae (Schnitzer et al., 1995). Obwohl Annexin VI scheinbar nicht wie andere 

Moleküle direkt mit Caveolin interagiert, könnte eine indirekte Interaktion über Proteine wie H-Ras 

(Song et al., 1996), Raf-1 (Pons et al., 2001b), PKC α (Orito et al., 1994; Schmitz-Pfeiffer et al., 

1998), Fyn (Chow et al., 2000) oder Dynamin (Henley et al., 1998) erfolgen. 

Ein wichtiger Hinweis für die Interaktion von Annexin VI mit Proteinen der Signaltransduktion in 

Caveolae ergibt sich zum Beispiel daraus, dass Annexin VI mit der C2 Domäne von p120GAP inter-

agieren kann (Chow und Gawler, 1999), als Teil eines Proteinkomplexes, der ebenfalls die Src-

Tyrosinkinase Fyn und die fokale Adhäsionskinase Pyk2 enthält (Chow et al., 2000; Davis et al., 

1996). P120GAP ist ein GTP-ase aktivierendes Protein (GAP), dass die GTP-Bindung des in Caveolae 

lokalisierten p21-Ras reguliert und dessen GTP-ase Aktivität um ein Vielfaches steigert. P21-Ras-

Proteine sind an entscheidender Stelle an Zellproliferations- und Differenzierungsprozessen beteiligt 

(Crespo and Leon, 2000) und vermitteln die Weiterleitung von Signalen zwischen Rezeptor-
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Tyrosinkinasen, Src-verwandten intrazellulären Tyrosinkinasen, membranassoziierten G-Proteinen 

und „downstream“ Effektoren wie z.B. Raf-1 und Phosphatidyl-3-Kinase (Marais und Marshall, 

1996). Die biologische Aktivität von p21-Ras-Proteinen ist abhängig von der Assoziation und Be-

reitstellung von GTP in der Zelle. P120GAP zählt zu einer Gruppe von Proteinen (GTPase aktivieren-

de Proteine), die die GTP-Bindung von p21-Ras regulieren (Chow und Gawler, 1999).   

Die Funktion von Annexin VI in Rahmen von membranassoziierten Signalproteinkomplexen in cho-

lesterin- und caveolinhaltigen Mikrolipiddomänen ergibt sich aus der für p21-Ras beschriebenen di-

rekten Interaktion mit Caveolin in Caveolae (Song et al., 1996). Dabei führen steigende Cholesterin-

konzentrationen, z.B. über eine Lipoproteininkubation, zu einer erhöhten Bindungsaffinität von p21-

Ras an Caveolin (Zhu et al., 2000). Über die Assoziation von Annexin VI und p120GAP könnten da-

mit indirekt cholesterinabhängige Interaktionen von p21-Ras mit Caveolin an der Plasmamembran 

moduliert werden (Pons et al., 2001b). 
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1.4 Ziel der Arbeit

Trotz grosser Forschungsanstrengungen sind die exakten physiologischen und biochemischen Funk-

tionen von Annexinen noch nicht vollständig aufgeklärt. In bisherigen Arbeiten wurde für Annexin 

VI vor allem die Rolle bei der Rezeptor-vermittelten Endozytose sowie bei der Regulation des endo-

somalen Membranverkehrs untersucht.

In der vorliegenden Arbeit sollte im ersten Teil der Arbeit die Lokalisation von Annexin VI in chole-

sterin- und sphingolipidreichen Membrandomänen, den Lipid Rafts und Caveolae, untersucht wer-

den. Die Etablierung von Methoden zur Isolierung von Lipid Rafts und Caveolae diente als Voraus-

setzung, um darauf aufbauend die Assoziation von Annexin VI mit cholesterinreichen Membrando-

mänen zu untersuchen. Vergleichende Protein- und Lipidanalysen mit etablierten Markerproteinen 

(Caveolin) und Lipiden (Cholesterin) der Lipid Rafts/Caveolae sollten genutzt werden, um einen 

möglichen Einfluss von Annexin VI auf die Struktur von cholesterinreichen Membrandomänen zu 

identifizieren. 

Im zweiten Teil der Arbeit war zu überprüfen, ob Annexin VI einen regulatorischen Einfluß auf den 

HDL-vermittelten (High Density Lipoprotein) Cholesterin-Efflux besitzt. Für diese Experimente 

wurden CHO Wildtypzellen (Chinese Hamster Ovary) im Vergleich mit Annexin VI überexprimie-

renden CHO Zellen eingesetzt. Diese Zellen wurden mit 3H-Cholesterin inkubiert, um anschliessend 

den HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux zu erfassen und den möglichen Einfluß des Annexin VI 

zu demonstrieren.
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2 Material und Methoden

2.1 Material

2.1.1 Zelllinien 

Im experimentellen System kamen folgende eukaryotische Zelllinien zum Einsatz:

CHO Wildtyp 

CHO Annexin II  

CHO Annexin VI

CHO Δ-1490 

Alle in der vorliegenden Arbeit eingesetzten CHO Zelllinien (Chinese Hamster Ovary) wurden mir 

freundlicherweise von der Arbeitsgruppe Dr. T. Grewal (Hamburg) zur Verfügung gestellt. Im ein-

zelnen zeichneten sich diese Zelllinien durch folgende Besonderheiten aus.

2.1.1.1 CHO Wildtypzellen

Bei den als „Wildtyp“ bezeichneten CHO Zellen (Chinese Hamster Ovary-Zellen) handelt es sich um 

kommerziell erworbene, untransfizierte CHO Zellen (American Type Culture Collection, ATCC). 

Chinese Hamster Ovary wurden dafür aus dem Ovar des Chinesischen Hamsters präpariert und kul-

tiviert. Bei den im Zellkulturexperiment eingesetzten CHO Zellen handelt es sich um Fibroblasten 

ähnliche Zellen, die sich durch eine gute Kultivierbarkeit trotz Transfektion auszeichnen. Diese Zell-

linie besitzt eine nur geringe endogene Annexin VI-Produktion. Sie bietet sich deshalb besonders für 

den experimentellen Vergleich mit Annexin VI- und Annexin II-überexprimierenden CHO Zellen an 

(Grewal et al., 2000; Pons et al., 2001; Pons et al., 2001b; Moringa et al., 2001).

2.1.1.2 CHO Annexin VI-Zellen

Die Überexpression von Proteinen ist ein etabliertes Verfahren bei der Identifikation der Funktion 

von Proteinen. Zur Charakterisierung der Funktion von Annexin VI in Lipid Rafts wurden CHO Zel-

len eingesetzt, die eine stabile Überexpression von Annexin VI der Ratte aufwiesen (im Folgenden 

Anx VI-Zellen). Dies bedeutet, dass die Expressionsvektoren für das Protein in das Genom der Zel-

len integriert wurden und somit mit dem übrigen Genom vererbt und weitergegeben werden. Die 

Klonierung der Annexin VI-Expressionsvektoren erfolgte durch Dr. T. Grewal (Grewal et al., 2000; 

Pons et al., 2001b). Die CHO Anx VI-Zelllinie wurde mit Ratten-Annexin VI Plasmid-DNA transfi-

ziert. Zu diesem Zweck wurde die cDNA für Ratten-Annexin VI aus einer DNA-Bibliothek (Uni-

Zap® XR, Stratagene) isoliert mit einer weitgehenden Homologie zum humanen Annexin VI (Morgan 

et al., 1997). Diese konnte nach mehreren Subklonierungen in den kommerziell erhältlichen Expres-

sionsvektor pcDNA 3.1 (Invitrogen) inseriert werden. Der Expressionsvektor enthielt zusätzlich Re-

sistenzgene für das Antibiotikum Geneticin G-418 Sulfat. Weiterhin wurde dem Annexin VI-Gen ein 

CMV-Promotor vorgeschaltet, um das Expressionsniveau von Annexin VI zu erhöhen. Die Trans-

fektion der CHO-Wildtypzellen mit dem Expressionsvektor erfolgte mit FUGENE® 6-

http://2.1.1.1
http://2.1.1.2
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Transfektionsreagenz (Roche Molecular Biochemicals) entsprechend den Angaben des Herstellers. 

Die in den Expressionvektoren enthaltenen Resistenzgene für Geneticin G 418 Sulfat erlaubten die 

Selektionierung von stabil transfizierten Zellen in Antibiotika-haltigem Zellkulturmedium (1 mg/ml), 

die die transfizierte DNA fest in ihr chromosomales Erbgut integriert hatten. Die CHO Anx VI-

Zelllinie zeichnet sich analog zu den CHO Wildtypzellen durch geringe Mengen an endogenem An-

nexin VI aus. Dies erleichtert das Studium spezifischer Überexpressioneffekte des Proteins im Ver-

gleich mit nicht transfizierten CHO Wildtypzellen. Durch Western Blot-Analyse und Immunfluores-

zenz konnte eine um das Mehrfache gesteigerte Expression von Annexin VI in transfizierten Anx VI-

Zellen nachgewiesen werden (Grewal et al., 2000; Pons et al., 2001b). 

2.1.1.3 CHO Annexin II-Zellen

Als Vergleichszelllinie sind zusätzlich CHO Zellen eingesetzt worden, die eine stabile Überexpressi-

on von Annexin II aufwiesen (im Folgenden Anx II-Zellen). Die Klonierung der Annexin II-

Expressionsvektoren wurde durch Dr. T. Grewal (Hamburg) vorgenommen. Die Transfektion der 

CHO Zellen erfolgte mit Hilfe des Expressionsvektors pCMV5-EX-AII, der für humanes Annexin II 

kodiert und freundlicherweise von Prof. V. Gerke (Münster) zur Verfügung gestellt wurde. Der Ex-

pressionsvektor enthielt zusätzlich Resistenzgene für das Antibiotikum Geneticin G-418 Sulfat.

2.1.1.4 CHO Δ-1490-Zellen

Weiterhin kam eine Zelllinie zum Einsatz, die die Annexin VI Deletionsmutante (Δ-1490) überex-

primiert. Die Klonierung der Deletionsmutante erfolgte ebenfalls durch Dr. T. Grewal (Hamburg). 

Bei der Interpretation der Ergebnisse muß von einer unklaren Expression der Mutante ausgegangen 

werden. Auch diese Zelllinie enthielt Resistenzgene für das Antibiotikum Geneticin G-418 Sulfat. 

2.1.2 Geräte

Folgende Laborgeräte standen für die Versuche zur Verfügung:

Accu-Jet Pipettierhilfe Merck
Autoradiographiekammer mit Verstärkerfolien Rego
Bioclav Schütt
Einschweißgerät TEW
End-über-End-Schüttler Reax 2 Heidolph
Feinwaage U 4100S Sartorius Universal
Fluorocounter Packard
Gelelektrophoresekammer (6 x 8 cm) Biometra
Geleletrophoresekammer (10 x 13 cm) Höfer
Heizblock Thermostad 5320 Eppendorf
Inkubator mit Schüttelvorrichtung B6420 Heraeus Instruments
Kühlzentrifuge Universal 16R Hettich
Liquid Scintillatior Aquasafe Plus 500 Zinsser Analytic
Magnetrührer mit Heizung Ikamag RH Janke & Kunkel

http://2.1.1.3
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Messzylinder 100 – 2000 ml Hirschmann
Mikroskop Diavert Leitz
pH-Meter omega 50 Beckmann
Photometer Lambda 20 Perkin Elmer
Pipetten (Glas), 1 – 25 ml Brand
Pipettierhilfe Accujet Brand
Pipettierhilfen blau Gilson
Powersupply Frigostat Desaga
Präzisionspipetten Eppendorf
Rotoren für Ultrazentrifuge: SW 60 Rotor ,Kontron TST 55,5 Kontron
Schüttler Certomat TC-2 B-Braun Biotech
ß-Counter 1600 TR Packard
Trans-Blot-Zelle Bio-Rad
Ultrazentrifuge L5 50 Beckman
Ultrazentrifuge TL-100 Beckman
Vortexer Ika-Vibor-Fix VF2 Janke & Kunkel
Wasserbad GFL
Wasserbad GFL
Zählkammer Neubauer
Zellinkubator IR 1500 Flow Laboratories
Zellkultur-Mikroskop Leitz
Zellkultur-Werkbank Baker
Zentrifuge 5810 R Eppendorf
Zentrifuge Biofuge 13 Heraeus Instruments
Zentrifuge Universal 16 R Hettich
Zentrifuge Varifuge RF Heraeus Christ

2.1.3 Chemikalien

In den Experimenten kamen die unten angeführten Chemikalien zum Einsatz. Falls keine andere An-

gabe erfolgt, waren die Chemikalien von höchstem Reinheitsgrad.

2.1.3.1 Zellkultur

Dimethylsulfoxid (DMSO) Sigma
Fötales Kälberserum (FCS) Gibco-Brl
Geneticin G-418 Sulfat Gibco-Brl
L-Glutamin 200mM (100x) Gibco-Brl
Nutrient Mixture F 12 (HAM) Gibco-Brl
Penicillin / Streptomycin Gibco-Brl
Phosphate Buffered Saline (PBS) – Dulbecco’s Gibco-Brl
Trypsin-EDTA Gibco-Brl

2.1.3.2 Proteinbestimmung

Albuminstandard (2mg/ml) Pierce
Folin–Ciocalteus Phenolreagenz (Lowry-Reagenz) Merck

http://2.1.3.1
http://2.1.3.2


39

Kaliumnatriumtartrat (Lowry B) Merck
Kupfersulfatlösung 1% (CuSO4) (Lowry C) Merck
Natriumcarbonat (Na2CO3) (Lowry A) Merck
Natriumtartat Sigma

2.1.3.3 Cholesterinbestimmung

Das für die Cholesterinbestimmung eingesetzte Amplex Red Cholesterin Kit (A-12216) stammte von 

der Firma Molecular Probes. Als Standard und Positivkontrolle diente Precipath (Boehringer).

2.1.3.4 Western Blot

Aceton Merck
Acrylamid – Bisacrylamid (30% / 0,8%) Boehringer Mannheim
Ammoniumpersulfat (AP) Bio-Rad
Borsäure krist. Merck
Bovines Serum Albumin (BSA) Sigma
Calciumchlorid (CaCl2) Merck
ECL-Chemoluminiszenz-Kit Amersham Pham. Biot.  
Glycerol Sigma
Glycin Sigma
Isopropanol (2-Propanol) Merck
Methanol (CH3OH) Merck
N,N,N’,N’-Tetramethylethylendiamin (TEMED) Bio-Rad
Natriumdodecylsulfat (SDS) Serva
Non-Fat Dry Milk (Milchpulver) Bio-Rad
Poinceau-S Lösung (0,2% in 3% Trichloressigsäure [TCE]) Serva
ß-Mercaptoethanol Sigma
Trishydroxymethylaminomethan (Tris) Sigma
Triton X-100 1% Sigma
Tween 20 Merck

2.1.3.5 Radiochemikalien
3H-Cholesterin 

(1-α,2-α(n)-3H-Cholesterin; 48 Ci / mMol; 8,125 Chol./ml)

Amersham Pharm. Biotech

2.1.3.6 Weitere Chemikalien 

Antifect Schülke & Mayr
Benzamidine Sigma
Calcium Ionophor A23187 Sigma
Calciumchlorid (CaCl2) Merck
Digitonin Fluka Chemie
di-Natriumhydrogenphosphat-Dihydrat (Na2HPO4x2H2O) Merck

http://2.1.3.3
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Dithiothreitol (DTT) Sigma
DMEM Gibco-Brl
Ethanol Merck
Ethylendiamin-tetraacetat (EDTA)  Sigma
Ethylenglykol-bis-N,N,N’,N’-tetraacetat (EGTA) Sigma
Kaliumbromid (KBr) Merck
Kaliumchlorid (KCl) Merck
Kaliumdihydrogenphosphat) (KH2PO4)  Merck
Natriumchlorid (NaCl) J.T. Baker
Natronlauge (NaOH) Merck
Optiprep Nycomed-Pharma
Salzsäure (HCl) Merck
Trichloressigsäure (TCE) Merck

2.1.4 Proteinaseinhibitoren

Im Proteaseninhibitorcocktail (PIC) wurden folgende Antiproteasen eingesetzt:

Antipain Calbiochem
Chymostatin Calbiochem
Leupeptin Calbiochem
Pepstatin A Calbiochem

2.1.5 Proteingrößenmarker

Als Proteingrößenmarker dienten:

Biotinylierter Proteinmarker Cell Signalling

Rainbow coloured protein weight markers RPN 756 Amersham Pharm. Biotech

2.1.6 Verbrauchsmaterial

Als Verbrauchsmaterial für die Versuche dieser Arbeit kamen folgende Materialien zum Einsatz:

Cryoröhrchen (1,8 ml) Nunc
Deckgläser (20 x 20 mm) Superior
Einmalspritzen (1 ml, 10 ml, 20 ml) Braun
Gel-Blotting-Papier GB 002 Schleicher & Schüll
Gewebekulturschalen (Ø 10 cm und Ø 14,5 cm) Nunc
Injektionskanülen Sterican 27 G Braun
Microliter Syringes Pipette Hamilton
Objektträger 76 x 26 x 1 mm Marienfeld
Parafilm American National Can
Pasteurpipetten Glas 230 mm Brand
PD 10 Columns G-24M Amersham Pharm. Biotech
Pipetten (Glas) Brand
Pipetten (Kunststoff, steril, 5-25 ml) Becton Dickinson
Pipettenspitzen Greiner Labortechnik
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Protan Nitrozellulose Transfer Membran Schleicher & Schüll
PS halb-mikro Küvetten (10 x 10 x 45 mm ) Greiner Labortechnik
Reagenzgefäß (15 ml, 50 ml) Falcon
Reaktionsgefäß 1,5 ml Greiner
Röntgenfilm Biomax MR (18x24 cm) Kodak
Sterilfilter (0,45 µm) Nunc
Szintillationsflasche (27,0 x 60,0 mm) Greiner
Zellkulturflasche (225 ml) Nunc / Falcon
Zellkulturplatten, sechsloch („6-well“) Costar / Nunc
Zellkulturplatten, zwölfloch („12-well“) Costar / Nunc
Zellschaber Costar
Zentrifugenröhrchen Ultra-Clear (2 und 5 ml) Beckmann

2.1.7 Antikörper

Expression und intrazelluläre Lokalisation von Proteinen wurden mit der Western Blot-Analyse stu-

diert. Die eingesetzten primären und sekundären Antikörper wiesen folgende Eigenschaften und Ver-

dünnungen auf.

2.1.7.1 Primäre Antikörper 

Antikörper Hersteller Ursprung Antigen Herkunft Verdünnung
Anx VI
(AB 3718)

Abimed, Darmstadt Schaf Spez. N-Terminus von 
Ratten-Annexin VI  

Polykl. 1/100

Anx VI
(ICO 908 )

Ortega et.al, 1998 Kaninchen Endos. u. membrangeb. 
Ratten-Annexin VI

Polykl. 1/250

Anx VI ICN Maus Anx VI Monokl. 1/500

Anx VI Biodesign Intern. Kaninchen Anx VI Polykl. 1/1000

Anx II 
(H 28.2)

Gerke (Münster) Maus Annexin II: p36 Protein 
vom Schwein 

Monokl. 1/1000

Anx II (HH 7) Gerke (Münster) Maus Anx II Monokl. 1/1000

Caveolin Tansduction Lab. Kaninchen Caveolin Polykl. 1/5000

Caveolin-1 Tansduction Lab. Maus Caveolin I Monokl. 1/1000

Dynamin Tansduction Lab. Maus Dynamin I Monokl 1/1000

P120GAP Upstate Biotech. Maus RasGAP Monokl. 1/1000

P21-Ras  Oncogene Maus P21-Ras Monokl. 1/100

SR-BI Rinninger (Hamburg) Kaninchen SR-BI Polykl. 1/2000

http://2.1.7.1
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2.1.7.2 Sekundäre Antikörper 

Zur Immunodetektion der verschiedenen Proteine in der Western Blot-Analyse kamen folgende se-

kundäre Antikörper zum Einsatz:

Bezeichnung Hersteller Verdünnung
Ziege-anti-Kaninchen F(ab´)2-Fragmente HRP-konjugiert 
(GARPO=Goat-Anti-Rabbit)

Jackson Immuno Research 1 : 1000

Ziege-anti-Maus F(ab´)2-Fragmente HRP-konjugiert 
(GAMPO-Goat-anti-mouse)

Jackson Immuno Research 1 : 5000

Hase-anti-Schaf F(ab´)2-Fragmente HRP-konjugiert 
(RASPO=Rabbit-anti-sheep)

Jackson Immuno Research 1 : 1000

Als Antikörper gegen biotinylierten Protein-Marker wurde eingesetzt:

Bezeichnung Hersteller Verdünnung 
Anti-Biotin-Antikörper HRP-konjugiert Cell Signalling 1 : 1000

2.2 Methoden

2.2.1 Zellkultur

2.2.1.1 Zellkulturpflege

Für die vorliegende Arbeit wurden adhärente CHO-Zellen in 25 cm2 Zellkulturflaschen kultiviert. 

Die Kultivierung der Zellen erfolgte in 15 ml Nährmedium bei einer Temperatur von 37°C, einem 

Luft-CO2-Gehalt von 5% bei gesättigter Luftfeuchtigkeit. Zur Aufrechterhaltung dieser Bedingungen 

wurden die Zellkulturen in einem Zellinkubator (Flow Laboratories) gehalten. Das Nährmedium der 

Zellen hatte folgende Zusammensetzung: 15 ml F-12 (HAM) Nutrient Mixture, 10% fötales Kälber-

serum (FCS), 1% L-Glutamin, 1% Penicillin/Streptomycin. Zusätzlich war das Zellnährmedium bei 

stabil transfizierten Zellen mit dem Antibiotikum Geneticin G-418 Sulfat (1 mg/ml) versetzt, um 

durch die ebenfalls transfizierte Resistenz gegen dieses Antibiotikum den Selektionsdruck gegenüber 

nicht transfizierten Zellklonen zu erhalten.

In einem Abstand von 3-4 Tagen wurden die adhärenten Zellen passagiert, da die Zellen nach dieser 

Zeit durch Vermehrung und Wachstum 70 – 80% konfluent waren und das eingesetzte Nährmedium 

verbraucht hatten. Unter dem Schutz einer sterilen Werkbank (Baker) wurde das Nährmedium der 

Zellen abgesaugt. Danach wurden die Zellen ca. für eine Minute in 10 ml PBS (140 mM NaCl, 2,5 

mM KCl, 8,1 mM Na2HPO4, 1,5 mM KH2HPO4; pH 7,4) gewaschen. Nach Entfernung des PBS 

wurden 5 ml Trypsin-EDTA für ca. zwei Minuten auf die Zellen gegeben. Die so gestartete Proteo-

lyse und Ablösung der Zellen vom Boden der Zellkulturflasche wurde mit 5 ml bzw. 10 ml frischen 

Nährmedium unterbrochen. Die auf diese Weise suspendierten Zellen wurden im Verhältnis 1/5 bis 

1/8 passagiert, d.h. in neue Zellkulturflaschen überführt und mit neuem Nährmedium versehen.

http://2.1.7.2
http://2.2.1.1


43

2.2.1.2 Ausplattieren von Zellen

Nachdem die durch Trypsin-EDTA gestartete Proteolyse mit Nährmedium abgebrochen wurde, er-

folgte die Ermittlung der Zellzahl pro ml Zellsuspension durch Überführung von 1-2 Tropfen Zell-

suspension in eine Zählkammer (Neubauer). Entsprechend der in der Zählkammer ermittelten Zell-

zahl wurden je nach Versuchsaufbau unterschiedliche Zellmengen auf 6-well- und 12-well Mehr-

fachkulturschalen, bzw. Ø 10 cm oder Ø 14,5 cm Zellkulturschalen überführt. Die in die Mehrfach-

zellkulturschalen überführte Zellsuspension wurde danach auf ein Volumen von 2 ml (6-well-

Mehrfachkulturschalen), bzw. 1 ml (12-well-Mehrfachkulturschalen), bei Ø 10 cm Zellkulturschalen 

auf ein Volumen von 10 ml, bzw. 20 ml (Ø 14,5 cm Zellkulturschale) mit Nährmedium ergänzt.

2.2.1.3 Einfrieren und Auftauen von Zellen 

Einfrieren: CHO-Zellen wurde wie in Kapitel 2.2.1.1 mit Trypsin-EDTA versetzt und in 5 – 10 ml 

Vollmedium resuspendiert. Danach wurden die suspendierten Zellen in 50 ml Zentrifugenröhrchen 

bei 1800 U/min für fünf Minuten in einer Eppendorf 5810 R Zentrifuge zentrifugiert. Der Überstand 

wurde abgesaugt und das am Boden des Zentrifugenröhrchens zurückbleibende „Zellpellet“ danach 

in 1 ml Gefrierlösung (3 Teile Nutrient Mixture F–12 (HAM), 1 Teil FCS, 1 Teil DMSO) tropfen-

weise resuspendiert. Anschließend wurden die Zellen nach der Überführung in ein 1,8 ml Cryoröhr-

chen für zwei Stunden auf 4°C gekühlt, um danach bei -80°C tiefgefroren zu werden. Durch die 

Überführung der bei -80°C tiefgefrorenen Zellen in flüssigen Stickstoff nach 24 – 48 Stunden konn-

ten optimale Lagerungsbedingungen erzielt werden.

Auftauen: Die Rekultivierung der tiefgekühlten Zellen erfolgte durch Erwärmung der Zellen über 

zwei Minuten bei 37°C und unmittelbare Zugabe von frischem Nährmedium. Anschließend wurde 

die Zellsuspension für drei Minuten bei 1800 U/min zentrifugiert (Eppendorf 5810 R), der Überstand 

verworfen und das entstandene Pellet erneut in frischem Nährmedium resuspendiert. Zur Kultivie-

rung der Zellen wurden diese anschließend in eine 25 cm2 Zellkulturflasche überführt.

2.2.2 Präparation von humanen Lipoproteinen

Die Präparation humaner Lipoproteine erfolgte nach der Methode von Havel (Havel et al., 1953). 

Für die Präparation von LDL (Low Density Lipoproteine) und HDL (High Density Lipoproteine) 

wurden zunächst 2000 ml Blut gesunder, normolipämischer Spender mit 500 µl Benzamidine ver-

setzt und über 45 Minuten bei Raumtemperatur in einem Glasröhrchen zur Gerinnung ruhen gelas-

sen. Nachfolgend wurden die Glasröhrchen für 30 Minuten bei 13.000 U/min (Heraeus-Christ-

Laborzentrifuge) zentrifugiert, so dass das Serum abgenommen werden konnte. 1000 ml Serum wur-

den im Anschluß mit 5 ml einer 4%-igen EDTA-Lösung (pH 7,4) versetzt, um die Aktivität calcium-

abhängiger Proteasen zu unterbinden. Ergänzt wurden weiterhin 5 ml einer 2%-igen Gentamycin-

Sulfat-Lösung und einer 4%-igen Natriumazid-Lösung (pH 7,4), um Keimfreiheit während der Prä-

paration zu gewährleisten. Durch die Zugabe von 27,75 g Kaliumbromid pro 1000 ml Serum wurde 

die Eigendichte des Serums von 1,006 g/ml auf 1,025 g/ml erhöht. Die Präparation vollzog sich bei 

4°C im Kaliumbromid-Gradienten. Dafür wurden die Proben in Quick-seal-Röhrchen überführt und 

http://2.2.1.2
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über 20 Stunden bei 38000 U/min und 4°C ultrazentrifugiert (60 Ti-Rotor). Nach diesem ersten Ul-

trazentrifugationsschritt wurden die Zentrifugationsröhrchen auf Eis gelagert und die im Überstand 

befindlichen VLDL- und IDL-Lipoproteine mit einer Pipette abgenommen und verworfen. Die in der 

Bodenfraktion befindlichen LDL- und HDL-Lipoproteine wurden gesammelt und erneut volumenbe-

stimmt. Durch erneutes Überschichten mit Kaliumbromid-Lösung (36,932 g KBr auf 1000 ml Se-

rum) wurde die Dichte der Lipoproteine von 1.025 g/ml auf 1,050 g/ml erhöht. Die zweite Zentrifu-

gation bei 38000 U/min und 4°C über 20 Stunden trennte HDL vom LDL-reichen Überstand. Der 

LDL-reiche Überstand und die HDL-reiche Bodenfraktion wurden abgenommen, gegen PBS dialy-

siert und bei 4°C gelagert. Vor den Experimenten wurden entsprechende Mengen LDL und HDL mit 

Hilfe einer PD-10-Säule von Kaliumbromid befreit. Das eingesetzte LDL wies im Durchschnitt eine 

Konzentration von ca. 8 - 15 µg/ml auf. HDL (Dichte 1,125 – 1,21 g/ml) wurde in den Experimen-

ten mit einer durchschnittlichen Konzentration von 5 µg/ml eingesetzt. 

2.2.3 Präparation von Lipoprotein-depletiertem Serum (LPDS)

LPDS (Lipoprotein-depletiertes Serum) wurde anstelle von FCS (Fötales Kälberserum) im Nährme-

dium eingesetzt, um unspezifische Bindungen und den Stoffwechselverkehr von Lipoproteinpartikeln 

zu verringern. Für die Präparation von LPDS wurde Fötales Kälberserum mit einer Dichte von 

1,006 bei 4°C mit Kaliumbromid (KBr) versetzt, bis sich eine Dichte von ca. 1,24 g/ml einstellte 

(0,3816 g KBr pro Milliliter FCS). Das Gemisch wurde in Quick-Seal-Röhrchen überführt und über 

22 Stunden bei 38000 U/min und 4°C zentrifugiert. Die obere Fraktion (lipoproteinreich) wurde 

verworfen. Von der untere Hälfte wurde lipoproteinarmes Serum abgenommen und in einem Becher-

glas gesammelt. Ein Dialyseschlauch wurde 2-fach mit Aqua dest. gespült und dessen innere Glyce-

rinbeschichtung ausgestrichen. Der Dialyseschlauch wurde mit dem bearbeiteten FCS befüllt und 

verschlossen. Die Lösung wurde viermal in 5 l PBS bei 4°C auf einem Rührer dialysiert. Nach Be-

stimmung der Proteinkonzentration (Lowry et al., 1951) wurde die Gesamt-Proteinkonzentration mit 

0,15 M NaCl auf 0,25 mg/ml eingestellt. Der Ansatz wurde steril filtriert, in sterile Falcon-

Reagenzgefäße überführt und bei -20°C gelagert.

2.2.4 Proteinextraktion 

Für die Extraktion von Proteinen aus CHO-Zellen wurden zunächst 1–2 x 105 Zellen/ml entspre-

chend der in Kapitel 2.2.1.1 beschriebenen Methode auf 6-Loch-Zellkulturschalen („6-well“) aus-

plattiert. Nach 24 h Inkubation bei 37°C und 5% CO2 wurden die Zellen variierenden Versuchsbe-

dingungen ausgesetzt. Dafür ist zunächst das alte Nährmedium entfernt und ein Waschschritt mit 

PBS ausgeführt worden. Die CHO-Zellen konnten jetzt entsprechend den Versuchsbedingungen mit 

Reagenzien versetztem Nährmedium für weitere 24 h inkubiert werden. Danach hatten die Zellen 

eine fast hundertprozentige Konfluenz. Das Zellmedium wurde verworfen und die Zellen einem PBS-

Waschschritt unterzogen, um abgestorbene Zellen und zurückgebliebenes Versuchsmedium zu ent-

fernen. Die Zellen wurden nun in 2 ml kaltem PBS „auf Eis“ (zum Schutz der Zellproteine) mit ei-

nem Zellschaber vom Boden der Zellkulturschalen gelöst und in Eppendorf-Reagenzgefäße über-
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führt. Dieses Zell-PBS-Gemisch wurde für 3 min bei 13.000 U/min zentrifugiert (Eppendorf-

Zentrifuge 5810 R), anschließend der Überstand abgesaugt und das zurückgebliebene „Zellpellet“ in 

200 µl Solubilitätspuffer (50mM Tris, 2 mM CaCl2, 80 mM NaCl, 1% Triton X-100 und 1/1000 

Proteinaseinhibitorcocktail [PIC: 1mM Pepstatin A, 10mM Chymostatin, 10mM Leupeptin, 10mM 

Antipain]) resuspendiert. Der Solubilitätspuffer lysiert die Zellen, um die Proteine zur weiteren Ana-

lyse freizusetzen. PIC ist ein Gemisch aus Antiproteasen, das die Wirkung der durch die Lyse der 

Zellen freigesetzten intrazellulären Proteinasen möglichst gering halten sollte. Nach Lagerung über 

30 min bei Raumtemperatur erfolgte die Zentrifugation über 3 min bei 13000 U/min. Der proteinrei-

che Überstand wurde abgenommen und in Eppendorf-Reagenzgefäße überführt.

2.2.5 Präparation und Isolierung von Lipid Rafts und Caveolae 

2.2.5.1 Präparation und Isolierung von Triton X-100 unlöslichen Membranen durch 
Dichtgradientenzentrifugation

2.2.5.1.1 Präparation der Proteinextrakte

Um die Triton X-100 unlöslichen Membranen zu isolieren, wurden zunächst CHO-Zellen entspre-

chend der in Kapitel 2.2.1.1 beschriebenen Methode in 25 cm2 Zellkulturflaschen kultiviert. War die 

Zellzahl ausreichend, konnten die Zellen für sich anschließende Versuche auf Zellkulturschalen (Ø 

10 cm oder Ø 14,5 cm) mit einer Verdünnung von 1 x 10 5 Zellen/ml ausplattiert werden. Nach ei-

ner Vermehrungszeit von 24 – 48 Stunden bei 37°C und 5% CO2 wurden die Zellen variierenden 

Versuchsbedingungen ausgesetzt. Dafür wurde zunächst das alte Nährmedium verworfen und ein 

Waschschritt mit PBS ausgeführt. Nachfolgend wurden die Zellen mit humanem LDL, HDL, 3H-

Chol-LDL oder mit anderen Versuchsreagenzien inkubiert. Nach der Inkubation hatten die CHO 

Zellen eine fast 100%-ige Konfluenz, entsprechend ca. 1 - 2 x 107 Zellen. Das Versuchsmedium 

wurde verworfen und die Zellen einem PBS-Waschschritt unterzogen, um abgestorbene Zellen und 

restliches Versuchsmedium zu entfernen. Die nachfolgend beschriebenen Schritte erfolgten unter 

ständiger Kühlung zum Schutze der Zellproteine. In ca. 5 ml (Ø 10 cm Zellkulturschalen) bzw. 10 ml 

(Ø 14,5 cm Zellkulturschalen) PBS-Lösung wurden die Zellen mit einem Zellschaber vom Boden der 

Mehrfachkulturflaschen bei 4°C gelöst und in der PBS-Lösung in ein 15 ml bzw. 50 ml Zentrifuga-

tionsröhrchen überführt. Die Zentrifugationsröhrchen wurden anschließend fünf Minuten bei 1800 

U/min (Eppendorfzentrifuge 5810 R) zentrifugiert. Nach Verwerfen des Überstandes konnte das 

verbleibende Zellpellet in 400 µl Raftpräp-Lösung (10 mM Tris HCl [pH 7,5], 150 mM NaCl, 1% 

Triton X-100 [1%], 1mM Dithiothreitol [DTT]) solubilisiert werden (Lecat et al., 2000). Nachdem 

dieser Zellextrakt über 30 min bei 4°C im Kühlraum geschwenkt wurde, konnte das Material für die 

weiteren Arbeitsschritte verwendet oder bei minus 20°C tiefgefroren werden. 

http://2.2.5.1
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2.2.5.1.2 Isolierung Triton X-100 unlöslicher Membranen durch  
Dichtgradientenzentrifugation

Die Isolierung von Triton X-100 unlöslichen Membranen erfolgte mit Hilfe der Methode von Lecat 

und Lafont (Lecat et al., 2000; Lafont et al., 1998). Hierzu wurden 400 µl von dem in Kap. 

2.2.5.1.1 gewonnenen Zelllysat in 600 µl Optiprep® (Nycomed Pharma) gelöst. Das durch Optiprep®

auf 40% eingestellte Zellysat wurde anschließend unter ständiger Kühlung in ein Ultrazentrifugati-

onsröhrchen (5 ml) überführt. Nachfolgend wurde mit 1,2 ml 30% Optiprep®, 1,2 ml 25% Optiprep®

und 0,8 ml 5% Optiprep® überschichtet. Als Verdünnung diente Lysispuffer (10 mM Tris HCl [pH 

7,4], 150 mM NaCl, 1% Triton X-100, 1mM Dithiothreitol [DTT]). Dabei war streng darauf zu 

achten, dass keine Vermischung der Flüssigkeitsphasen erfolgte und sich klare Trennschichten zwi-

schen den einzelnen Phasen ausbildeten. Danach wurden die Ultrazentrifugationsröhrchen (5ml) in 

den SW 60 Rotor einer Ultrazentrifuge (Beckman L5 50) überführt und über vier Stunden bei 50000 

U/min und 4°C zentrifugiert. Für einen „Mini“-Gradienten sind alle Volumina um die Hälfte zu re-

duzieren.

Nach dem Zentrifugieren waren die Proteine im Ultrazentrifugationsröhrchen entsprechend ihrer 

Dichte aufgetrennt. Nun wurden sukzessive 9 - 10 Fraktionen von 500 µl („Mini“-Gradient 200 µl), 

von oben beginnend, aus dem Ultrazentrifugationsröhrchen entnommen und jeweils in ein Eppen-

dorfgefäß (1,5 ml) überführt. In der Trennschicht zwischen der 5% und der 25% Optiprep-Lösung 

konzentrierten sich Lipid Rafts. Dieser Bereich zeichnete sich durch eine Anreicherung von Choleste-

rin, Phospholipiden und Caveolin aus. In der Western Blot-Analyse dienten Aliquots der Fraktionen, 

nach Bestimmung der Proteinkonzentrationen (vgl. Kap. 2.2.7) und Auftragung vergleichbarer Pro-

teinmengen, dem Nachweis der verschiedenen Rezeptoren und Proteine. In Aliquots der Fraktionen 

wurde zudem der Cholesteringehalt ermittelt (vgl. Kap. 2.2.6). 

Die Ergebnisse der Lipid Rafts/Caveolae Präparation im Optiprep®-Gradienten sind stets vor dem 

Hintergrund möglicher präparationsbedingter Schwierigkeiten zu interpretieren, so kann z.B. die 

Konzentration an Caveolin-1 in den Präparationen Schwankungen unterliegen und dadurch die Er-

gebnisse beeinflussen. Zudem können die bei der Präparation eingesetzten Substanzen (z.B. Triton 

X-100) die molekulare Zusammensetzung der Caveolae beeinflussen, wodurch der Vergleich von 

Ergebnissen verschiedener Arbeiten erschwert werden kann (Anderson, 1998). Ein weiteres Problem 

dieser Extraktionsmethode ist, dass die subzelluläre Lokalisation der extrahierten DIGs nicht nach-

weisbar ist. Dieser Nachteil kann dadurch ausgeglichen werden, dass eine Isolation spezifischer Zell-

organellen vor der Detergenzextraktion vorgenommen wird und sich auf dieses Weise der Ursprung 

der extrahierten Membranen belegen lässt (Simons und Ikonen, 1997). Potentielle Fehlerquellen lie-

gen auch in folgenden Bereichen. Rafts-assoziierte Proteine können mit dem Zytoskelett verbunden 

sein. Sie werden somit nach Extraktion mit Triton X-100 in der Dichtegradientenzentrifugation nicht 

„floatieren“. Eine weitere Fehlerquelle liegt in der möglicherweise zu schwachen Assoziation der 

Proteine mit Lipid Rafts bzw. Caveolae, so dass das Protein mit dem Detergenz abgelöst und später 

nicht mehr nachgewiesen werden kann (Simons und Toomre, 2000).
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2.2.5.2 Isolierung von Triton X-100 unlöslichen Membranen nach Brown und Rose

Eine weitere Möglichkeit zur Isolierung von cholesterinreichen Membranen (Lipid Rafts/Caveolae) 

ist die Methode nach Brown und Rose (Brown and Rose, 1992). Bei diesem Verfahren wurden zu-

nächst ca. 5 x 106 CHO-Zellen mit ca. 10 ml kaltem PBS gewaschen. Anschließend wurde das PBS 

verworfen und die Zellen in ca. 5 ml MES-Puffer (25 mM MES pH 6,5, 0,15 M NaCl, 1% Triton 

X-100, 1/1000 PIC) abgekratzt und resuspendiert. Die Zellsuspension wurde nun in einen vorgekühl-

ten Douncer überführt und nach zehnmaligem „Douncen“ anschließend über ca. 20 min auf Eis in-

kubiert. Durch das nachfolgende Zentrifugieren bei 14.000 g über 20 min und 4°C wurden die Triton 

X-100 unlöslichen von den Triton X-100 löslichen Fraktionen getrennt. Der Überstand (Triton X-

100 lösliche Fraktion) wurde in Eppendorf-Probengefäße überführt. Das Pellet wurde in 0,5 ml He-

pes Puffer (25 mM Hepes pH 7,4, 0,15 M NaCl, 1% Triton X-100, 1% PIC) bei Raumtemperatur 

über ca. 30 min erneut inkubiert. Anschließend wurde die Zellsuspension nochmals über 30 min bei 

57°C im Heizblock inkubiert, um das Pellet vollständig zu lösen. Für die Western Blot-Analyse wur-

de nun die Proteinkonzentration der gewonnenen Fraktionen bestimmt, um vergleichbare Mengen an 

Triton X-100 löslichen und unlöslichen (caveolinhaltigen) Fraktionen auf das Elektrophoresegel auf-

tragen zu können und die Fraktionen auf die Anwesenheit bestimmter Proteine zu untersuchen.

2.2.6 Fluorometrische Bestimmung von Cholesterin und Phospholipiden

Die Cholesterinkonzentration in Lipid Rafts/Caveolae und in Membranfraktionen wurde mit dem 

Amplex Red Cholesterin Kit (A-12216) bestimmt (Molecular Probes). Zur fluorometrischen Chole-

sterinbestimmung wurden zunächst 25 µl Probe mit 25 µl Reaktionspuffer (0,1 M Kaliumphosphat, 

0,05 M NaCl, 0,1% Triton X-100; pH 7,4) in einer Mikrotiterplatte inkubiert. Anschließend wurden 

50 µl eines Reaktionsgemisches aus Horseradish-Peroxidase (HRP) (1/100), Cholesterin-Oxidase 

(1/500), Cholesterin-Esterase (1/1000) und Amplex Red (1/67) in Reaktionpuffer über 30 min bei 

37°C inkubiert. Die Bestimmung der Phospholipidkonzentration erfolgte mit Hilfe des enzymatischen 

Bestimmungskits der Firma Boehringer Mannheim. Die Proben (10 – 50 µl) wurden mit 50 µl Reak-

tionsgemisch (Phospholipase D [1/40], Cholin-Oxidase [1/40] und Amplex Red [1/67] in 0,1 M 

Tris, 2,5 mM CaCl2; pH 7,4) über 30 min bei 37°C inkubiert. Als Standard und Positivkontrolle der 

Cholesterin- und Phospholipidbestimmungen diente Precinorm und Precipath (Boehringer). Nach der 

Inkubation wurden die Proben mit Hilfe eines Fluorometers (Packard) bei 530 / 570 nm gemessen.

2.2.7 Proteinkonzentrationsbestimmung nach Lowry

Proteinbestimmungen dienten nach den Zellkulturexperimenten der Korrektur der gemessenen Ra-

dioaktivität auf counts per minute (cpm) pro mg Zellprotein, um so die gemessenen Werte bei unter-

schiedlicher Zellproteinmenge pro Ansatz vergleichen zu können. Ferner mussten vor der Probenbe-

schickung der Gele in der Western Blot-Analyse die Proteinkonzentrationen der Proben angeglichen 

werden, um aussagefähige Ergebnisse zu erhalten. Die Konzentrationsbestimmung der eingesetzten 

Proteine erfolgte nach der Methode von Lowry (Lowry et al., 1951). Bei dieser Methode wurde der 

zu untersuchenden Probe ein Aliquot zwischen 5 und 50 µl entnommen, entsprechend der aus Erfah-

http://2.2.5.2
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rungswerten abzuschätzenden Proteinkonzentration. Die Probe wurde auf ein Volumen von 400 µl 

mit Aqua bidest aufgefüllt und mit 1 ml Lowry-Lösung (Lösung A [3% Na2CO3 in 0,15 N NaOH], 

Lösung B [2% Kaliumnatriumtartrat] und Lösung C [1% CuSO4 x 5H2O] im Verhältnis 65 : 1 : 1) 

versetzt. Im Anschluß wurden die Proben auf einem Handrüttler (Vortex) gut durchmischt und über 

zehn Minuten bei Raumtemperatur inkubiert, um danach mit 125 µl Folin-Reagenz (Mischungsver-

hältnis Folinlösung und Aqua bidest 1:1) versetzt zu werden. Nach anschließender Durchmischung 

erfolgte die Inkubation der behandelten Proben über 30 Minuten bei 37°C. Zur photometrischen Be-

stimmung der Proteinkonzentration bei 750 nm (Lambda 20 Photometer) wurden die Proben in Pho-

tometerküvetten überführt. Die zusätzliche photometrische Konzentrationsbestimmung von standar-

disiertem Rinderalbumin (2 mg/ml) diente der Erstellung einer Eichgerade und ermöglichte die Um-

rechnung der photometrisch ermittelten Extinktion der Proben auf Proteinkonzentrationen in µg/µl.

2.2.8 Sodium-Dodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)

Die Sodium-Dodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) diente der Auftrennung 

von Proteinen nach ihrem Molekulargewicht, die im Rahmen der Zellkulturarbeiten gewonnen wur-

den. Für die Gelelektrophorese wurden die aufzutrennenden Zellproteine aus der Isolierung von Lipid 

Rafts (vgl. Kap. 2.2.5) oder aus der Proteinextraktion (vgl. Kap. 2.2.4) nach Angleichung der einge-

setzten Proteinmengen auf 5 – 100 µg (vgl. Kap. 2.2.7) in einem Eppendorf-Probengefäß (1,5 ml) 

mit Aqua bidest. auf ein gleiches Gesamtvolumen von 100-130 µl ergänzt. Anschließend wurde das 

Probenmaterial mit fünffach konzentriertem Probenpuffer (0,1 M Tris HCl [pH 6,8], 2% Natrium-

dodecylsulfat [SDS], 20% Glycerol, 1% 2-Mercaptoethanol und 0,1% Bromphenolblau) versetzt, 

um die Proben zu reduzieren und zu beschweren. Eine zehnminütige Erhitzung bei 95°C in einem 

Heizblock führte zur Denaturierung der Proteine in der Probe. Bevor die Proben auf das Elektropho-

resegel aufgetragen werden konnten, wurden diese auf 4°C gekühlt und anschließend kurz abzentri-

fugiert. Als Größenmarker wurden zusätzlich ein Rainbow Marker (Amersham Pharmacia) und bio-

tinylierter Protein Marker (Biolaps) auf das Elektrophoresegel aufgetragen.

Die anschließende Auftrennung der Proteine nach ihrem Molekulargewicht erfolgte mit 12,5%-

Sodium-Dodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) nach der Methode von 

Laemmli (Laemmli, 1970). Zur Anwendung kommt dabei ein diskontinuierliches Gelsystem, beste-

hend aus einem unteren Trenn- und einem oberen Sammelgel, um eine möglichst hohe Auflösung der 

Proteinbanden zu erzielen. Der Ansatz eines 12,5%-igen Trenngels für ein großes Gelelektrophorese-

system (10 x 13 cm, Höfer) beinhaltete 12,5 ml 30%-Acrylamid-0,8%-N,N-Bisacrylamid, 7,5 ml 1,5 

Tris HCl (pH 8,8), 11.8 ml Aqua bidest., 0,6 ml 10%-ig Natriumdodecylsulfat (SDS) und 0,2 ml 

10%-ig Ammonium Persulfat (AP). Zur Beschleunigung der Polymerisation wurden diesem Ansatz 

10 µl N,N,N’,N’-Tetramethylethylendiamin (TEMED) hinzugegeben. Nach dem Zusammenbau des 

Elektrophoresesystems wurde dieser Ansatz zwischen die beiden Glasplatten des Systems gegeben 

und mit ca. 1 cm Isobutanol überschichtet, um die sauerstoffbedingte Inhibition der Polymerisation 

zu unterbinden und andererseits eine geglättete Gel-Oberfläche zu erzielen. Nach vollständiger Po-

lymerisation der Trenngels konnte das Isobutanol verworfen und die Oberfläche des Trenngels 
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mehrmals mit Aqua bidest. gespült werden. Für das große Gelsystem wurde ein Volumen von 20 ml 

eines 3,5%-igen Sammelgels (2,4 ml 30%-Acrylamid-0,8%-N,N-Bisacrylamid, 5 ml 0,5 M Tris-HCl 

(pH 6,8), 12,1 ml Aqua bidest., 0,2 ml 10%-ig Natriumdodecylsulfat (SDS), 0,3 ml 10%-ig Ammo-

nium Persulfat (AP) und 10 µl N,N,N’,N’-Tetramethylethylendiamin (TEMED) benötigt. Der An-

satz wurde auf das bereits polymerisierte Trenngel gegeben. Ein in das Sammelgel eingesetzter 

Kamm diente der Bildung von Kammern, in die später die Proben einpipettiert werden konnten. Der 

Kamm konnte nach Polymerisation des Sammelgels wieder entfernt und die entstandenen Proben-

kammern mehrmals mit Laufpuffer gespült werden. Der Laufpuffer (0,25 M Tris, 0,2 M Glycin und 

1% Natriumdodecylsulfat [pH 8,8]) diente dabei als Elektrodenlösung. Die bereits vorbereiteten und 

zu trennenden Proben konnten nun in die Kammern überführt und mit Laufpuffer überschichtet wer-

den. Nach dem Verschluß des Gelsystems, Verbindung mit der Stromquelle und dem Einschalten des 

Kühlsystems, startete die Proteinauftrennung zunächst mit einer Stromstärke von 10 mA (10 x 13 

cm Gel) pro Gelplatte. Nach Beendigung der Sammelperiode, mit dem Erreichen des Trenngels, 

konnte die Probenauftrennung bei 30 mA pro Gelplatte über 4 - 5 Stunden (10 x 13 cm Gel) fortge-

setzt werden. Für das kleinere Gelelektrophoressystem (Biometra, 6 x 8 cm) wurde ca. die Hälfte der 

oben angegebenen Volumina für das Trenn- und Sammelgel benötigt. Die Stromstärke für die Sam-

melgelperiode betrug dabei 5 mA über ca. 1 Stunde und 10 mA über ca. 2 Stunden pro Gelplatte 

während der Trennperiode. 

2.2.9 Western Blot-Analyse und ECL-Immunodetektion

2.2.9.1 Western Blot-Analyse

Nach der elektrophoretischen Auftrennung der Proben folgte die Western Blot-Analyse nach dem 

Verfahren von Towbin (Towbin et al.,1979). Durch das Anlegen einer Spannung werden beim We-

stern Blot die aufgetrennten Proteine aus dem Elektrophoresegel auf eine Nitrozellulosemembran 

überführt. Das Proteingel wurde dazu in einer mit Blottingpuffer (3% Borsäure und 20% Methanol 

[pH 9,0]) befüllten Wanne auf eine Nitrozellulose-Membran (Protran Nitrozellulosefilter) überführt. 

Proteingel und Nitrozellulose-Membran (Schleicher & Schüll) wurden nachfolgend in der Wanne auf 

beiden Seiten mit je zwei Blatt Blottingpapier und je einem Polster umgeben und in eine verschließ-

bare Transferplastik eingelegt. Die Migration der aufgetrennten Proteine auf die Nitrozellulose-

Membran vollzog sich in einer mit Blottingpuffer gefüllten Trans-blot-cell-Kammer (Bio-Rad), in die 

die Transferplastik im Anschluß an den oben beschriebenen Arbeitsschritt eingesetzt wurde. Der 

Transfer der Proteine in der Blotting-Kammer auf die Nitrozellulose-Membran erfolgte über minde-

stens 5 Stunden bei einer Stromstärke von 220 - 250 mA. Nach der Entnahme der Nitrozellulose-

Membran aus der Blotting-Kammer wurde die Membran zur Überprüfung des Proteintransfers über 

zehn Minuten mit Ponceau-S-Lösung gefärbt. Mehrfaches waschen in Aqua bidest. führte zur Ent-

fernung unspezifischer Anfärbungen der Nitrozellulose-Membran. 

http://2.2.9.1
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2 . 2 . 9 . 2 ECL-Immunodetektion

Die sich der Western Blot-Analyse anschließende ECL-Immunodetektion zum Nachweis spezifischer 

Antigene erfolgte nach der Methode von Whitehead (Whitehead et al., 1979). Die Nitrozellulose-

Membran wurde entsprechend der geplanten Inkubation mit den jeweiligen Antikörpern in Streifen 

geschnitten und beschriftet. Danach wurden die mit Ponceau-S-Lösung angefärbten Proteinbanden 

der Nitrozellulose-Membran über 5 – 10 Minuten mit PBS entfärbt, im Anschluß die Membran für 

60 Minuten in einer Blocklösung (0,1% Tween, 10% Milchpulver in PBS) unter leichtem Schütteln 

inkubiert, um überschüssige Proteinbindestellen der Membran zu satuieren und später unspezifische 

Antikörperbindungen zu minimieren. Danach erfolgte die Detektion der Proteine durch Inkubation 

der Nitrozellulose-Membran mit den in Kapitel 2.1.7.1 aufgeführten primären Antikörpern über 90 

Minuten. Die primären Antikörper waren in 0,1% Tween und 5% BSA in PBS gelöst. Die Konzen-

tration der primären Antikörper basierte auf Erfahrungswerten. Nach der Inkubation folgte ein drei-

maliges Waschen der Membran über jeweils 10 Minuten in 0,1% Tween in PBS. Für den Nachweis 

der Antigen-Antikörper-Bindung sorgte eine weitere 45-minütige Inkubation mit dem sekundären 

Antikörper bei Raumtemperatur. Dieser kovalent an Meerrettich-Peroxidase (HRP) gebundene Anti-

IgG-Antikörper wurde in Blocking-Lösung verdünnt. Die eingesetzten Konzentrationen von Erst-

und Zweit-Antikörpern sind in Kap. 2.1.7 tabellarisch aufgeführt. Die folgenden drei jeweils fünfmi-

nütigen Waschschritte in PBS 0,3% Tween, PBS 0,1% Tween und PBS ohne weitere Zusätze dien-

ten dazu, unspezifische Bindungen des sekundären Antikörpers mit der Nitrozellulose-Membran ab-

zuwaschen. Die Inkubation mit dem Peroxidase-gekoppelten sekundären Antikörpern erlaubte dann 

die Detektion der Protein-Erst-Antikörper-Zweit-Antikörper-Komplexe mit einem ECL-

Chemolumineszenz-Kit (Amersham). Bei dieser Reaktion wurde Luminol von der an den 2. Antikör-

per gebundenen Meerrettich-Peroxidase oxidiert. Die resultierende maximale Lichtemission lag im 

Wellenlängenbereich von 428 nm und führte durch Einbringung der Nitrozellulose-Membran nach 

gestarteter ECL-Reaktion in eine Filmkassette zu einer quantifizierbaren Schwärzung des auf die 

Membran gelegten Röntgenfilms (Biomax, Kodak). Das Maximum der substrat- und zeitabhängigen 

Chemolumineszenzreaktion wurde nach 5 – 20 Minuten erreicht.  

2.2.10 Radioaktive Zellkulturexperimente

2.2.10.1 Radioaktive Markierung von LDL mit Tritium-Cholesterin

Für die radioaktive Markierung von LDL mit 3H-Cholesterin (Tritium-Cholesterin) wurden 100 µl 

handelsübliches 3H-Cholesterin (1-α,2-α(n)-3H-Cholesterin, 8,125 µg Cholesterin/ml; 42 Ci/mMol, 

Amersham) eingedampft. Im Anschluß wurden zu diesem Ansatz 100 µl 2,5% BSA in F-12-Medium 

pipettiert und gemischt. Dieser Ansatz wurde mit 1 ml LDL (ca. 5 mg/ml) versetzt und das Gemisch 

über mindestens drei Stunden bei 37°C inkubiert. Vor dem Einsatz des mit Tritium-Cholesterin mar-

kierten LDL mußte dieses von KBr und vorhandener freier Radioaktivität befreit werden. Dazu wur-

den 2 ml radioaktiv markiertes LDL vor dem Versuch über eine PD 10 Säule (Amersham) dialysiert 

und die spezifische Aktivität des „gelabelten“ LDL bestimmt. 

http://2.2.9.2
http://2.2.10.1
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2.2.10.2 Efflux-Experimente mit 3H-Cholesterin-LDL

Die CHO Zellen wurden in 12-well Zellkulturschalen mit ca. 1 x 105 Zellen/well ausplattiert und 24 

h im Standardmedium inkubiert (vgl. Kap. 2.2.1). Nach 24 h wurden die Zellen in PBS gewaschen 

und einer Vorinkubation in LPDS-Nährmedium (vgl. Kap. 2.2.3) bei 37°C über verschiedene Zeit-

räume unterzogen. Die Vorinkubation mit LPDS führt durch den Mangel an Cholesterin kompensa-

torisch zu einer vermehrten Expression des LDL-Rezeptors (Goldstein et al., 1985). Wegen der er-

höhten Zahl an LDL-Rezeptoren auf der Zellmembranoberfäche der LPDS vorinkubierten Zellen 

wird die Aufnahme von LDL bei der folgenden Inkubation mit 3H-Chol-LDL erhöht. 

Die Zellen wurden anschließend mit 3H-Cholesterin markierten Low Density Lipoproteinen (3H-

Cholesterin-LDL, 50 µg/ml) inkubiert. Um die Aufnahme des mit 3H-Cholesterin markierten LDL zu 

erleichtern, wurde jedes „Well“ zusätzlich mit unmarkiertem LDL und LPDS-Nährmedium ergänzt. 

Die Internalisierung des 3H-Cholesterins erfolgte über unterschiedlich lange Inkubationszeiten (ca. 

24 Stunden) bei 37°C. Am nächsten Tag wurde das Medium mit der nicht aufgenommenen Radioak-

tivität entfernt und die Zellen mit 1 ml PBS pro Well über ca. 1 min gewaschen, um oberflächenge-

bundenes 3H-Chol-LDL abzulösen. Der 3H-Cholesterin-Efflux aus den Zellen wurde anschließend 

mit High Density Lipoprotein (HDL3) induziert als Akzeptor für internalisiertes 3H-Cholesterin. Da-

zu wurden die Zellen mit 1 ml einer mit HDL3 angereicherten LPDS-Lösung (100 µg/ml HDL3) in-

kubiert. Nach unterschiedlicher Inkubationsdauer wurde das Nährmedium zur Bestimmung des in 

das Medium abgegebenen 3H-Cholesterins in Zählröhrchen überführt. Zur Bestimmung des 3H-

Cholesterins, das in den Zellen verblieben war, wurden die Zellen nachfolgend mit 1 ml 0,1 N NaOH 

pro Well über 30 min vom Boden der Mehrfachzellkulturschalen gelöst und ebenfalls in Zählröhr-

chen überführt. Nach Zugabe von 7 ml Szintillationslösung (Zinsser Analytic) erfolgte die Bestim-

mung der Radioaktivität über eine Minute (Packard). Aliquots von 100 µl dienten zur Bestimmung 

der Proteinkonzentration der Proben (Lowry et al., 1951), um die ermittelten Werte entsprechend der 

Zellproteinkonzentration zu korrigieren. 

2.2.10.3 Radioaktive Gradientenexperimente 

Die Präparation von Lipid Rafts mit Dichtgradientenzentrifugation wurde bereits in Kap. 2.2.5.1 

beschrieben. Bei der Dichtegradientenzentrifugation mit radioaktiv markiertem Tritum-Cholesterin 

wurden die Zellen entsprechend der in Kap. 2.2.5.1.1 beschriebenen Methode kultiviert. Nach 24 h 

wurde das Nährmedium verworfen, die Zellen mit PBS gewaschen und mit frischem Nährmedium 

versehen. Anschließend wurde das Nährmedium zusätzlich mit 3H-Cholesterin beladenem LDL (50  

µg/ml) versetzt. Nach 24 h bei 37°C wurde das Medium mit nicht aufgenommener Radioaktivität 

entfernt und die Zellen mit 20 ml PBS pro Zellkulturflasche über ca. 1 min gewaschen. Der 3H-

Cholesterin-Efflux aus den Zellen wurde anschließend mit High Density Lipoprotein (HDL3) indu-

ziert. HDL3 (30 µg/ml) wurde gelöst in F-12 (HAM) Nutrient Mixture, 10% LPDS, 1% Penicil-

lin/Streptomycin, 1% Glutamin eingesetzt. Nach unterschiedlichen Inkubationszeiten wurde das Me-

dium abpipettiert und die Zellen einem PBS-Waschritt unterzogen. Anschließend wurden die Zellen 

in PBS (10 ml) mit einem Zellschaber vom Boden der Zellkulturschale abgekratzt. Die in PBS gelö-

http://2.2.10.2
http://2.2.10.3
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sten Zellen wurden nun in ein Zentrifugationsröhrchen überführt und 5 min bei 1500 – 2000 U/min 

(4°C) abzentrifugiert. Nach der Zentrifugation wurde der Überstand verworfen und das Zellpellet in 

400 µl Raftpräp-Lösung (vgl. Kap. 2.2.5.1) solubilisiert und über 30 min bei 4°C im Kühlraum ge-

schwenkt (Lecat et al., 2000). Das auf diese Weise gewonnene Material wurde entsprechend der in 

Kapitel 2.2.5.1.2 dargestellten Methode einer Dichtegradientenzentrifugation unterzogen. Jeweils 

200 µl der Proben wurden in Messbecher überführt und auf die in den Zellen vorhandene Radioakti-

vität untersucht (Packard). Aliquots der Fraktionen dienten der Bestimmung der Proteinkonzentrati-

on (vgl. Kap. 2.2.7). 
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3 Ergebnisse 

Die Funktion von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae wurde in der vorliegenden Arbeit auf mehre-

ren Ebenen untersucht. Im ersten Teil der Arbeit stand die Etablierung von Methoden zur Isolierung 

von Lipid Rafts/Caveolae im Vordergrund. Zwei Methoden haben sich dabei als zuverlässig und 

reproduzierbar erwiesen. Vergleichende Protein- und Lipidanalysen mit etablierten Marker-Proteinen 

(Caveolin) und -Lipiden (Cholesterin) von Lipid Rafts bzw. Caveolae wurden herangezogen, um die 

Rolle und Lokalisation von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae zu charakterisieren. Besonderes In-

teresse galt dem Einfluss von Calcium und Cholesterin auf die Assoziation bzw. Membranbindung 

von Annexin VI mit Lipid Rafts/Caveolae-Membrandomänen. Im zweiten Teil der Arbeit stand die 

potentielle Rolle von Annexin VI beim HDL-vermittelten Cholesterin-Efflux im Mittelpunkt des In-

teresses. Zu diesem Zweck wurden verschiedene CHO-Zellreihen mit 3H-Cholesterin-LDL beladen 

und variierenden Bedingungen zum Studium der Effekte ausgesetzt.

3.1 Einfluss von Lipoproteinen auf die Expression von Annexinen und SR-BI

In einführenden Experimenten sollte der Einfluss von Lipoproteinen auf die Expression von Annexin 

VI, Annexin II, SR-BI oder Caveolin untersucht werden. Zu diesem Zweck wurden CHO WT-, 

CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen mit HDL, LDL oder LPDS beladen, um nach Proteinextrak-

tion und Western Blot-Analyse Rückschlüsse auf die Genexpression nach Lipoproteinbeladung zu 

ziehen.

3.1.1 Annexin-, Caveolin- und SR-BI-Expression nach LDL-, HDL- und LPDS-Inkubation

In diesen Experimenten sollte die Annexin VI-, Annexin II-, Caveolin- und SR-BI-Expression nach 

Inkubation mit unterschiedlichen Nährmedien untersucht werden. Die Proteinextraktion mit der unten 

dargestellten Methode erlaubt keine Unterscheidung von Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen und ande-

ren Membranbereichen. Diese Extraktionsmethode diente vielmehr dazu, zunächst einen Überblick 

über die generellen Verschiebungen im Expressionsniveau für die untersuchten Proteine nach Inku-

bation mit HDL-, LDL- oder LPDS-angereicherten Zellkulturmedien zu gewinnen. Zur gezielten 

Untersuchung der Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen nach LDL- oder HDL-Inkubationen siehe Kapi-

tel 3.4 ff.

3.1.1.1 Annexin VI- und Caveolin-Expression nach LDL-, HDL- und LPDS-Inkubation

Für dieses Experiment wurden die Versuchszellen in LDL-, HDL-, LPDS- und FCS-angereicherten 

Zellkulturmedien vorinkubiert, um im Anschluß daran die Proteinexpression nach Lipidbeladung

bzw. Lipidentzug zu untersuchen. Für die Versuche wurden 1 x 105 CHO Anx VI-, Anx II- und WT-

Zellen nach der in Kapitel 2.2.4 beschriebenen Methode auf 12-well Zellkulturschalen kultiviert und 

mit verschiedenen Nährmedien über 16 und 24 Stunden inkubiert. Jeweils eine Vergleichs-Zellreihe 

wurde in FCS-(Fetal Calf Serum)-haltigem Standard-Nährmedium kultiviert. Die drei weiteren Ver-

http://3.1.1.1
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suchs-Zellreihen enthielten im Austausch zum FCS-haltigen Nährmedium ein mit 10%-LPDS (lipo-

proteindefizientes Serum, vgl. Kap. 2.2.3) angereichtertes Nährmedium. Zusätzlich wurde bei einer 

Versuchszellreihe das 10%-LPDS-angereicherte Nährmedium mit LDL (50 µg/ml), bei einer weite-

ren Zellreihe mit HDL (50 µg/ml) angereichert. Die Vorinkubation in LPDS-angereichertem Nähr-

medium führte in den Zellen aufgrund von Mangel an Cholesterin kompensatorisch zu einer vermehr-

ten Expression des LDL-Rezeptors. Diese Anpassungsreaktion der Zelle wird über die „sterol-

responsive-elements (SRE’s) vermittelt (Goldstein et al., 1985). Durch die erhöhte Zahl an LDL-

Rezeptoren auf der Zellmembranoberfäche der mit LPDS „vor“-inkubierten Zellen wird die Auf-

nahme von LDL erhöht. 

Abb. 5 : Proteinexpression und Cholesterinkonzentration in CHO WT-Zellen nach Lipidbeladung
(A) 1 x 105 CHO WT-Zellen pro ml wurden auf 12-well Zellkulturschalen ausplattiert und in vier verschie-
denen Nährmedien über 16 oder 24 Stunden kultiviert: (1.) FCS-haltiges Nährmedium [F-12 (HAM) Nu-
trient Mixture, 10% fötales Kälberserum (FCS), 1% L-Glutamin, 1% Penicillin/Streptomycin], (2.) 10% 
LPDS angereichertes Nährmedium [LPDS-Nährmedium: F-12 (HAM) Nutrient Mixture, 10% LPDS, 1% 
Penicillin/Streptomycin, 1% L-Glutamin], (3.) mit 50 µg LDL pro ml angereichertes LPDS-Nährmedium 
und (4.) mit 50 µg HDL pro ml angereichertes LPDS-Nährmedium. Nach 16 bzw. 24 Stunden bei 37°C und 
5% CO2 wurden die Zellen entsprechend der im Kapitel 2.2.4 beschriebenen Methode aufgearbeitet. Jeweils 
20 µg Protein aus dem Überstand mit Hilfe von SDS-PAGE und Western Blot-Methode analysiert und über 
ein ECL-System detektiert (vgl. Kap. 2.2.8 und 2.2.9). Dem biotinylierten Proteingrößenmarker entspre-
chend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die Antiköperinkubation erfolgte mit anti-
Annexin VI, anti-Annexin II und anti-Caveolin-(polykl.)-Antikörpern. 
(B) Cholesterinkonzentration in den Proteinextrakten: Aliquots von 25 µl von CHO WT-Zellen dienten der 
fluorometrischen Bestimmung des Gesamtcholesterins (s. Kap. 2.2.6; Amplex Red Cholesterol Assay Kit ).

Abbildung 5 zeigt für CHO WT-Zellen, dass sich nach einer 16-stündigen Inkubation der Zellen mit 

FCS-, LPDS-, LPDS+LDL- und LPDS+HDL-angereicherten Zellkulturmedien keine Verschiebun-

gen in der Expression von Annexin VI nachweisen ließen. Die 24-stündige Inkubation der CHO WT-

Zellen mit den verschiedenen Nährmedien zeigte ebenfalls keine inkubationsbedingten Veränderun-

gen in der Annexin VI-Proteinexpression. Die Proteinbanden von Annexin II zeigten für eine Inkuba-

tion der CHO WT-Zellen in FCS-haltigem Zellkulturmedium nach 16 Stunden ein schwächeres Si-
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gnal im Vergleich zu einer Inkubation der Zellen mit den drei übrigen Nährmedien. Nach 24 Stunden 

waren jedoch keine auf die Inkubationen mit verschiedenen Nährmedien zurückzuführenden Ver-

schiebungen in der Annexin II-Expression nachweisbar. Die Protein-Expression für Caveolin schien 

bei einer Inkubation der Zellen in FCS-angereichertem Nährmedium schwächer ausgeprägt im Ver-

gleich mit LPDS-, LPDS+LDL- und LPDS+HDL-inkubierten CHO WT-Zellen. Die geringere Pro-

teinexpression für Caveolin ließ sich ebenso nach einer 24-stündigen FCS-Inkubation der CHO WT-

Zellen zeigen.

Die zusätzlich durchgeführte Bestimmung der Cholesterinkonzentration in den CHO WT-Zellen (vgl. 

Abb. 5 B) ergab für die in FCS-haltigem Medium kultivierten Zellen einen zeitabhängigen Anstieg 

der Cholesterinmesswerte. So stieg die Cholesterinkonzentration in den Zellen nach 24-stündiger In-

kubation in FCS-haltigem Medium im Vergleich zur 16-stündigen Inkubation deutlich an. Im Ver-

gleich dazu wiesen in LPDS-Nährmedium kultivierte CHO WT-Zellen niedrigere Cholesterin-

Messwerte auf. Dies gilt insbesondere für eine 24-stündige Inkubation der Zellen in diesem Medium. 

Die Inkubation der CHO WT-Zellen mit LPDS+LDL-angereichertem Zellkulturmedium (50 µg/ml 

LDL) zeigte nach 16 Stunden vergleichbar hohe Cholesterinkonzentrationen wie die im FCS-

haltigem „Standard“-Zellkulturmedium inkubierten Zellen. Nach 24 Stunden waren die Messwerte 

im Vergleich mit in FCS-Zellkulturmedium inkubierten Zellen dagegen geringgradig erniedrigt. Im 

Vergleich zu den Zellen, die lediglich in LPDS-angereichertem Zellkulturmedium kultiviert wurden 

(sowohl für die 16- als auch die 24-stündige Inkubation), zeigten sich bei den mit LPDS+LDL inku-

bierten Zellen höhere Cholesterin-Messwerte. Allerdings bleiben die Messwerthöhen hinter den in 

FCS-haltigem Medium kultivierten Zellen zurück. Die Kultivierung der Zellen in LPDS+HDL-

angereichertem Medium führte sowohl nach 16- als auch nach 24-stündiger Inkubation zu geringeren 

Cholesterinmesswerten als bei den in FCS- oder in LPDS+LDL angereichertem Zellkulturmedium 

kultivierten Zellen. 

Abbildung 6 zeigt Ergebnisse, die mit dem gleichen Versuchsaufbau und den gleichen Inkubations-

bedingungen wie aus dem vorhergehenden Experiment für CHO Anx II-Zellen erzielt wurden. Hier-

bei war weder nach 16- noch nach 24-stündiger Inkubation mit verschiedenen Lipoproteinen oder 

LPDS-Medium ein inkubationsbedingter Einfluss auf die Expression von Annexin VI, Annexin II 

und Caveolin festzustellen. Die Auswertung der Cholesterin-konzentrationen der in unterschiedlichen 

Zellkulturmedien kultivierten CHO Anx II-Zellen (vgl. Abb. 6 B) zeigte dagegen inkubationsbedingte 

Veränderungen. Die in FCS-haltigem „Standard“-Zellkulturmedium kultivierten CHO Anx II-Zellen 

wiesen zu jedem Zeitpunkt die höchsten Cholesterin-Messwerte auf. Im Vergleich dazu ergaben so-

wohl LPDS-, LPDS+LDL als auch LPDS+HDL-inkubierte CHO Anx II-Zellen deutlich geringere 

Cholesterin-Messwerte.
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Abb. 6 : Proteinexpression und Cholesterinkonzentration in CHO Anx II-Zellen nach Lipidbeladung
(A) 1 x 105 CHO Anx II-Zellen pro ml wurden wie im Experiment der Abbildung 5 kultiviert, inkubiert und 
aufgearbeitet. 
(B) Cholesterinkonzentration: Aliquots von 25 µl pro Fraktion von CHO Anx II dienten der fluorometri-
schen Bestimmung des Gesamtcholesterins (vgl. Kap. 2.2.6).

Auch unter gleichen Versuchsbedingungen kultivierte und inkubierte CHO Anx VI-Zellen (vgl. Abb 

7 A) zeigten nach 16 Stunden ebenfalls keine von der Inkubation mit Lipoproteinen beeinflusste Ver-

änderung in der Proteinexpression für Annexin VI, Annexin II oder Caveolin (hier keine Messwerte 

für eine 24-stündige Inkubation). 

Abb. 7 : Proteinexpression und Cholesterinkonzentration in CHO Anx VI-Zellen nach Lipidbeladung
(A) 1 x 105 CHO Anx II-Zellen pro ml wurden wie im Experiment der Abbildung 5 kultiviert, inkubiert und 
aufgearbeitet. Es wurden Werte lediglich für eine 16 stündige Inkubation ermittelt.
(B) Cholesterinkonzentration: Vorgehen wie in Abb. 5 und 6, hier für CHO Anx VI-Zellen.

Wie im Falle der CHO WT- und CHO Anx II-Zellen zeigten sich jedoch auch bei den CHO Anx VI-

Zellen inkubationsbedingte Veränderungen in den Cholesterin-Messwerten (vgl. Abb. 7B). Im Ein-

klang mit den beiden anderen Versuchszellreihen ergaben sich für CHO Anx VI-Zellen, die im 
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LPDS-Zellkulturmedium kultiviert worden waren, die niedrigsten Cholesterin-Messwerte. Auffällig 

war insbesondere, dass die höchsten Cholesterin-Messwerte für LPDS+HDL-inkubierte CHO Anx 

VI-Zellen ermittelt werden konnten. Bei CHO WT- und CHO Anx II-Zellen ergaben sich unter In-

kubationsbedingungen mit LPDS+HDL, im Vergleich mit in FCS-haltigem Zellkulturmedium kulti-

vierten Zellen, niedrigere Cholesterin-Messwerte (vgl. Abb. 5 u. 6).

Die schwächeren Proteinbanden für Anx II- und Caveolin-Proteine, insbesondere bei 16-stündiger 

Inkubation in FCS-haltigem Nährmedium von CHO WT-Zellen (vgl. Abb. 5A), sind vermutlich 

nicht als Effekt der Inkubation mit dem Nährmedium zu interpretieren, sondern lassen sich durch das 

Aufbringen einer zu geringen Proteinmenge auf das Elektrophoresegel deuten. In den Zellklonen 

(CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen) erklären sich die starken Signale für Annexin VI (CHO 

Anx VI-Zellen) und Annexin II (CHO Anx II-Zellen) aufgrund erhöhter Expression dieser Proteine 

in den jeweiligen Zelllinien. 

Um die Interpretation der Messergebnisse zu erleichtern, wurden die Werte der Cholesterinbestim-

mungen nochmals in Abb. 8 für die einzelnen Zellreihen gegenübergestellt (für CHO Anx VI-Zellen 

sind keine 24 Stunden Werte gezeigt). 

Abb. 8 : Vergleichende Darstellung der Cholesterinkonzentrationen der Experimente der Abb. 5 bis 7 

Diese Darstellung veranschaulicht für die Versuchszelllinien die von der Inkubation mit Lipoprotei-

nen abhängigen Cholesterin-Messwerte. Abbildung 8 zeigt, dass HDL-inkubierte CHO Anx VI-

Zellen höhere Cholesterin-Werte aufwiesen als vergleichsweise HDL-inkubierte CHO WT- und 

CHO Anx II-Zellen (16 h). Zudem ist bei allen Zelllinien der Einfluß einer LPDS-Inkubation auf die 

Zellen erkennbar. Dieser äußert sich in einem deutlichen Rückgang der Cholesterin-Meßwerte (für 

die 16- und 24-stündige Inkubation) im Vergleich mit den in FCS-haltigem Zellkulturmedium kulti-

vierten Zellen.

Zusammenfassend ergibt sich, dass bei den Inkubationen mit LPDS und Lipoproteinen (LDL und 

HDL) keine bedeutenden Veränderungen im Expressionsniveau der untersuchten Proteine in der We-

stern Blot-Analyse resultieren. Die Vermutung, dass es mit einer LPDS+HDL- oder LPDS-LDL-
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Inkubation zu einer inkubationsbedingten Veränderung der Expression der betrachteten Proteine 

kommt, ließ sich im Experiment nicht bestätigen.

Zur differenzierten Analyse der Auswirkung einer HDL- oder LDL-Präinkubation der Versuchszel-

len auf die Verteilung der untersuchten Proteine, sind nach Etablierung der Methode zur Lipid 

Rafts/Caveolae-Präparation verschiedene Experimente durchgeführt worden im Hinblick auf eine 

direkte Beobachtung einer Veränderung der Proteinverteilung in cholesterinreichen Membrandomä-

nen (Lipid Rafts bzw. Caveolae) (siehe Kap. 3.4 ff).

3.1.1.2 SR-BI-Expression nach LDL-, HDL- und LPDS-Inkubation 

Die im Kapitel 3.1.1.1 beschriebenen Proteinextrakte dienten im Folgenden der Analyse der SR-BI-

Expression. Die Proben wurden auf ein 12%-iges SDS-Page aufgebracht, einer Western Blot-

Analyse und ECL-Detektion unterzogen (vgl. Abb. 9; vgl. Kap. 2.2.8 u. 2.2.9). 

Abb. 9 : Charakterisierung der SR-BI-Expression nach LDL-, HDL- und LPDS-Beladung
Die Proteinextrakte des Kapitels 3.1.1.1 wurden in reduziertem Zustand auf ein 12% Polyacrylamidgel auf-
getragen, mit Hilfe der Western Blot-Methode analysiert und mit einem ECL-System detektiert. Dem bioti-
nylierten Proteingrößenmarker entsprechend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die 
Antiköperinkubation der Nitrozellulose-Membran erfolgte mit anti-SR-BI-Antikörpern.

Die Analyse von CHO WT-, CHO Annexin II- und CHO Annexin VI-Zellen ergibt dabei keine si-

gnifikanten Veränderungen im Expressionsniveau für SR-BI nach einer 16-stündigen Inkubation mit 

FCS-, LPDS-, LPDS+LDL- oder LPDS+HDL-angereicherten Zellkulturmedien (vgl. Abb. 9). Das 

abgeschwächte Signal bei CHO Anx II–Zellen nach LDL-Beladung erklärt sich aus dem Auftrag 

einer geringeren Proteinkonzentration. Die SR-BI-Antikörper-Inkubation der Proben läßt nach 24-

stündiger Inkubation ebenfalls keine von der Inkubation abhängigen Veränderungen der SR-BI-

Expression in den Zellen erkennen. Zusammenfassend ergab sich kein Hinweis auf eine Veränderung 

im Expressonsniveau von SR-BI in den verschiedenen Zelllinien nach Inkubation mit LPDS-, 

LPDS+LDL- oder LPDS+HDL-angereichertem Zellkulturmedium (vgl. Abb. 9).

http://3.1.1.2
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3.1.2 SR-BI- und Caveolin-1-Expression in HDL-inkubierten Zellen

In diesem Experiment erfolgte eine Inkubation der Versuchszellen bei variablen HDL-

Konzentrationen, um die Proteinexpression nach einer HDL-Beladung besser beurteilen zu können. 

Für die Versuche wurden 4 x 105 CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen entsprechend der in Kapitel 

2.2.4 beschriebenen Methode kultiviert und unterschiedlich hohen Konzentrationen an HDL ausge-

setzt. Zusätzlich kultivierte und HDL-inkubierte CHO Anx II- wurden zum Vergleich herangezogen. 

Abb. 10 zeigt einen repräsentativen Western Blot dieser Experimente.

Abb. 10 : Annexin VI-, Annexin II-, Caveolin- und SR-BI-Expression in CHO WT- und CHO Anx VI-
Zellen nach HDL-Inkubation 
4 x 105 CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen wurden für 24 Stunden nach der in Kapitel 2.2.4 beschriebenen 
Methode kultiviert. Nach 24 Stunden wurde das Medium verworfen und die Zellen in 10%-LPDS Nährme-
dium (vgl. Kap. 2.2.3) mit unterschiedlichen HDL-Konzentrationen inkubiert. (1.) 10% LPDS Zellkultur-
medium, (2.) mit 50 µg HDL pro ml angereichertes 10%-LPDS-Zellkulturmedium und (3.) mit 250 µg HDL 
pro ml angereichertes 10%-LPDS-Zellkulturmedium. Nach 24 Stunden bei 37°C und 5% CO2 im Inkubator 
wurden die Zellen nach der in Kapitel 2.2.4 beschriebenen Methode aufgearbeitet. Jeweils 20 µg Protein auf 
ein 12% Polyacrylamidgel aufgetragen, mit Hilfe der Western Blot-Methode analysiert und über ein ECL-
System detektiert. Dem biotinylierten Proteingrößenmarker entsprechend sind Molekulargewichtsmarkie-
rungen (kDa) angegeben. Die Antiköperinkubation der Nitrozellulose-Membran erfolgte mit anti-Annexin 
VI, anti-Annexin II, anti-Caveolin-1, anti-Caveolin-(polykl.)- und anti-SR-BI-Antikörpern. 

Die Protein-Expression von Annexin VI, Annexin II, Gesamt-Caveolin, Caveolin-1 und SR-BI zeigte 

in CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen keine Abhängigkeit von der Inkubation mit variierenden 

HDL-Konzentrationen (vgl. Abb. 10; siehe unbehandelte Kontrollzellen, mit 50 µg/ml HDL und mit 

250 µg/ml HDL inkubierte Zellen). Die Detektion mit dem Annexin VI-Antikörper ergab unter allen 

Inkubationsbedingungen in CHO WT-Zellen deutlich schwächere Signale als in CHO Anx VI-

Zellen. Als Ursache ist vermutlich die Überexpression von Annexin VI in CHO Anx VI-Zellen anzu-

nehmen. Im Gegensatz dazu war die Signalstärke für Annexin II und Gesamt-Caveolin in beiden 

Zelllinien vergleichbar ausgeprägt. Die Expression von SR-BI zeigte geringe Differenzen zwischen 
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CHO Anx VI- und CHO WT-Zellen. Die SR-BI-Bande in CHO Anx VI-Zellen erschien weniger 

signalstark als in CHO WT-Zellen. 

Abb. 11 : Annexin VI-, Annexin II-, Caveolin- und SR-BI-Expression in CHO Anx II-Zellen nach HDL-
Inkubation
Gleiches experimentelles Vorgehen wie bei den in Abb.10 gezeigten Exponaten, hier CHO Anx II-Zellen. 

In einer zweiten Western Blot-Analyse mit CHO Anx II-Zellen, die unter den gleichen Inkubations-

bedingungen wie die Zellen in Abb. 10 kultviert wurden, zeigten sich ebenfalls keine Veränderungen 

in der Expression der betrachteten Proteine nach einer HDL-Inkubation (vgl. Abb. 11 A u. B). Bei 

CHO Anx II-Zellen ergaben sich für die mit 250 µg/ml HDL inkubierten Versuchszellen vergleichs-

weise schwächere Proteinbanden sowohl für Annexin VI, Annexin II als auch Caveolin-1. Da die 

Signale bei allen drei Antikörper-Inkubationen abgeschwächt sind, wurde hier vermutlich eine zu 

geringe Proteinmenge auf das Elektrophorese-Gel aufgetragen. Auch die Proteinbanden für Gesamt-

Caveolin und SR-BI (vgl. Abb. 11 (B)) zeigten keine Abhängigkeit von einer HDL-Inkubation. 

Zusammenfassend scheint eine HDL-Inkubation das Expressionsmuster in den Zellen weder für An-

nexin VI, Annexin II, Caveolin noch für SR-BI zu beeinflussen. So konnte in keiner der Zelllinien 

eine signifikante Veränderung im Expressionsmuster der Proteine nach HDL-Inkubation nachgewie-

sen werden. Unterschiede in der Signalstärke ergaben sich vermutlich durch Auftrag unterschiedli-

cher Proteinmengen auf das Elektrophorese-Gel. Allerdings zeigen die Ergebnisse eine erhöhte Ex-

pression für Annexin VI in CHO Anx VI-Zellen im Vergleich mit CHO WT-Zellen (vgl. Abb. 10 A 

und B). Zudem deutet die Proteinbande für SR-BI in Annexin VI überexprimierenden CHO Anx VI-
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Zellen im Vergleich mit CHO WT-Zellen auf eine geringere Expression des Proteins in dieser Zell-

mutante hin (vgl. Abb. 10 C und D). 

3.2 Etablierung der Lipid Rafts-/Caveolae-Präparation im Optiprep®-Gradienten

Das zur Familie hochkonservierter calciumabhängiger, phospholipidbindender Proteine gehörende 

Annexin VI übernimmt, wie bereits in Kapitel 1.3 einleitend dargestellt, vermutlich eine wesentliche 

Rolle in cholesterinreichen Membrandomänen (Lipid Rafts bzw. Caveolae). Zur Kenntnis der regula-

torischen Funktion von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae wurden zunächst verschiedene Metho-

den der Isolation von Triton X-100 unlöslichen Membranen aus CHO Zellen etabliert, um im An-

schluß Annexin VI in Lipid Rafts bzw. Caveolae mit Hilfe von SDS-PAGE, Western Blot-Analyse 

und ECL-Immunodetektion nachweisen zu können. Bisher war in der Arbeitsgruppe Grewal keine 

Standardmethode zur Isolation von cholesterinreichen Membrandomänen (Lipid Rafts bzw. Caveo-

lae) eingeführt. Aus diesem Grunde wurden in der vorliegenden Untersuchung zwei Methoden zur 

Präparation von Lipid Rafts/ Caveolae etabliert, um Ergebisse unabhängig voneinander bestätigen 

zu können. Es handelt sich dabei um die Lipid Rafts/Caveolae-Präparation im diskontinuierlichen 

Optiprep®-Gradienten (Lecat et al., 2000; vgl. Kap. 3.2.1) und um die Triton X-100-Solubilisation 

von Lipid Rafts/Caveolae (Brown and Rose, 1992), auf die in Kapitel 3.8 näher eingegangen wird.

Die charakteristischen biochemischen Eigenschaften von Lipid Rafts/Caveolae (vgl. Kap. 1.2) er-

möglichen die Identifizierung dieser zellulären Strukturen. Insbesondere die Unlöslichkeit in Triton 

X-100 bei 4°C und die Ausbildung glykolipidhaltiger Komplexe in diesem Detergenz erlauben den 

Nachweis und die Unterscheidung von Triton X-100 löslichen Proteinen und weiteren zytoskelettalen 

Zellkomponenten (Lafont et al., 1998). Aufgrund des hohen Lipidgehaltes bilden Lipid Rafts bzw. 

Caveolae, DIG-(detergent-insoluble glycolipid-enriched complexes)-Komplexe in Triton X-100 aus 

und reichern sich bei der Zentrifugation im Optiprep®-Gradienten im Bereich niedriger Dichte an 

(Lecat et al., 2000). Im Gegensatz dazu lassen sich zytoskelettassoziierte und Triton X-100-lösliche 

Proteine am Boden des Gradienten nachweisen. Der Nachweis von Proteinen, die mit Lipid 

Rafts/Caveolae assoziiert sind, ermöglicht die Unterscheidung von Lipid Rafts bzw. Caveolae von 

anderen DIG-Komplexen (Simons und Ikonen, 1997). Als Markerprotein für die Isolation von Ca-

veolae dient Caveolin (vgl. Kap. 1.2).

Zur Etablierung der Methode der Präparation von Lipid Rafts/Caveolae im diskontinuierlichen Opti-

prep®-Gradienten (Lafont et al., 1998) wurden CHO Anx VI-Zellen nach dem in Kapitel 2.2.5.1 be-

schriebenen Verfahren auf Ø 15 cm Zellkulturschalen kultiviert und anschließend aufgearbeitet. Ab-

bildung 12 A zeigt einen repräsentativen Western Blot einer Lipid Rafts-/ Caveolae-Präparation 

nach Ultrazentrifugation des Gradienten, Fraktionierung, Western Blot-Analyse und ECL-

Immunodetektion für CHO Anx VI-Zellen. Die parallel durchgeführte Bestimmung der Cholesterin-

Verteilung in den Fraktionen des Gradienten ist in Abbildung 12 B für CHO Anx VI-Zellen darge-

stellt.  
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Abb. 12 : Lipid Rafts/Caveolae-Präparation von CHO Anx VI-Zellen
(A) 1 x 106 CHO Anx VI-Zellen wurden auf Ø 15cm Petrischalen ausplattiert und nach 48 Stunden in PBS 
vom Boden der Petrischalen gelöst. Anschließend nach der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode auf-
gearbeitet und in einem diskontinuierlichen Optiprep®-Gradienten durch Ultrazentrifugation aufgetrennt 
(Lecat et al., 2000). Jeweils 100 µl pro Zellfraktion wurden in reduziertem Zustand auf ein 12% Polyacry-
lamidgel aufgetragen, mit Hilfe der Western Blot-Methode analysiert und über ein ECL-System detektiert. 
Dem biotinylierten Proteingrößenmarker entsprechend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) ange-
geben. Die Antiköperinkubation erfolgte mit anti-Annexin VI-, anti-Annexin II-, anti-Caveolin- und anti-
Dynamin-Antikörpern. Die Erst- und Zweitantikörper wurden empirsch verdünnt angesetzt. 
(B) Anreicherung von Cholesterin in Lipid Rafts/Caveolae von CHO Anx VI-Zellen. 
Aliqouts (25 µl) jeder Fraktion von CHO Anx VI-Zellen dienten der fluorometrische Bestimmung des Ge-
samtcholesterins (vgl. Kap. 2.2.6). Die relative Position der Fraktionen innerhalb des Gradienten [Top 
(oben, Fraktion 1) bis Bottom (unten, Fraktion 9)] und die Position der Lipid Rafts bzw. Caveolae („Rafts“) 
sind angegeben. Die Position der Lipid Rafts/Caveolae liegt im Bereich der Fraktionen 2 und 3.

Nach der Präparation konnten cholesterinreiche Membranen (Lipid Rafts bzw. Caveolae), die eine 

Subpopulation zellulärer Caveolin-positiver Membranen darstellen, im Bereich der Fraktionen 2 und 

3 nachgewiesen werden (Pfeilmarkierung in den Abb. 12 A u. B). Diese Membranfraktionen zeich-

nen sich durch eine erhöhte Konzentration des Caveolin-Proteins (vgl. Abb. 12 A), eine erhöhte Cho-

lesterin-Konzentration (vgl. Abb. 12 B) und durch eine erhöhte Phospholipid-Konzentration (nicht 

gezeigt) aus. In den Fraktionen 4 – 5 sind dagegen nur sehr schwache Caveolin-Signale erkennbar. 

Diese Fraktionen des Gradienten sind gekennzeichnet durch eine geringere Cholesterin-Konzentration 

als im Bereich von Lipid Rafts/Caveolae. Eine starke Anreicherung mit Caveolin (vgl. Abb. 12 A) 

und Cholesterin (vgl. Abb. 12 B) ließ sich zudem in den Fraktionen 6 – 9 am Boden des Gradienten 

feststellen. Annexin VI konnte ausschließlich am Boden des Gradienten, d.h. im Bereich der Triton 

X-100 löslichen Membranabschnitte (nachfolgend: „schwere Membranen“) bestimmt werden. Im 

Bereich von Lipid Rafts/Caveolae zeigte sich keine Anreicherung von Annexin VI, gleiches gilt für 

Annexin II und das Plasmamembran-assoziierte Dynamin-Protein (Henley et al., 1998), die beide 

ebenfalls ausschließlich am Boden des Gradienten nachzuweisen waren. In den proteinreichen Frak-

tionen 6 – 9 am Boden des Gradienten befinden sich außer Triton X-100 löslichen Proteinen auch 

zytoskelettassoziierte Strukturen. Dazu zählen Proteine aus intrazellulären Organellen wie z.B. 

Plasmamembran oder Golgi-Apparat (Lecat et al., 2000). Vergleichbare Ergebnisse liessen sich so-

wohl für CHO WT-Zellen als auch für CHO Anx II-Zellen (nicht gezeigt) erzielen.
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3.3 Calcium-induzierte Translokation von Annexinen in Lipid Rafts/Caveolae 

Die Charakterisierung von Lipid Rafts/Caveolae im Optiprep®-Gradienten führte zur Identifikation 

der calciumabhängigen Assoziation von Annexin VI mit cholesterinreichen Membrandomänen. Da-

für wurden 1 x 106 CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen entsprechend dem Vorexperiment (vgl. 

Kap. 3.2) ausplattiert und während der anschließenden Präparation variierenden Calcium-

Konzentrationen ausgesetzt. Jeweils 100 µl jeder Fraktion wurden über 12% SDS-PAGE aufge-

trennt, mit Hilfe der Western Blot-Methode analysiert und über das ECL-System detektiert. Abbil-

dung 13 zeigt einen repräsentativen Western Blot dieser Experimente für CHO Anx VI-Zellen. 

3.3.1 Calcium-induzierte Translokation von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae von 
CHO Anx VI-Zellen 

Abb. 13 : Calciumabhängige Verteilung von Annexinen in Lipid Rafts/Caveolae von CHO Anx VI-Zellen
1 x 106 CHO Anx VI-Zellen wurden entsprechend der Kapitel 2.2.5.1.1 beschriebenen Methode ausplattiert 
und während der anschließenden Präparation variierenden Bedingungen (5 mM EGTA – 1 mM Ca2+) aus-
gesetzt. 100 µl Aliquots jeder Fraktion wurden auf einem 12% SDS-Page aufgetrennt, mit Hilfe der Western 
Blot-Methode analysiert und über das ECL-System detektiert. Die relative Position der Fraktionen im Opti-
prep-Gradienten [Top (oben, Fraktion 1) bis Bottom (unten, Fraktion 9)], die Position der Lipid 
Rafts/Caveolae („Rafts“) und die detektierten Proteine sind angegeben. Dieses Experiment erfolgte in Zu-
sammenarbeit mit D. Mewawala, Hamburg.

Der Entzug von Calcium durch Inkubation von CHO Anx VI-Zellen mit 5 mM EGTA (Ethylengly-

kol-bis-N,N,N`,N`-tetraacetat) während der Präparation ergab keine Veränderung der Verteilung von 

Caveolin, Annexin VI, Annexin II und Dynamin im Optiprep®-Gradienten, verglichen mit nicht in-

kubierten CHO Anx VI-Zellen (vgl. Abb. 13). Mit Ausnahme von Caveolin waren alle Proteine le-

diglich am Boden des Gradienten nachweisbar. Caveolin konnte dagegen sowohl in den Fraktionen 6 

– 9 in hoher Konzentration als auch im Bereich von Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 2 – 3) festge-

stellt werden. Bei einer Konzentration von 50 µM Calcium war bereits ein Teil des Annexin VI-

Proteinpools aus CHO Anx VI-Zellen in cholesterinreichen Lipid Rafts/Caveolae bestimmbar. Am 

Boden des Gradienten waren entsprechend geringere Mengen von Annexin VI-Proteinen zu detektie-

ren. Im Gegensatz dazu translozieren bei dieser Calcium-Konzentration noch keine Proteine aus dem 
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Annexin II-Proteinpool in cholesterinreiche Membranregionen. Annexin II-Proteine waren lediglich 

am Boden des Gradienten in den Fraktionen 7 – 9 nachzuweisen. Ab einer Konzentration von 250 

µM Calcium ließ sich für über 50% der Annexin VI-Proteine eine calciumabhängige Assoziation mit 

cholesterinreichen Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen zeigen. Die Translokation von Annexin VI-

Proteinen in Lipid Rafts/Caveolae Membranregionen war auch durch eine Erhöhung der Calcium-

Konzentration auf 1 mM Ca2+ nur noch unwesentlich zu erhöhen. Die calciumabhängige Assoziation 

mit Lipid Rafts/Caveolae ist bei einer Konzentration von 250 µM Calcium auch für Annexin II-

Proteine nachweisbar. Jedoch war lediglich ein Teil der Annexin II-Proteine in cholesterinreichen 

Membranregionen zu finden. Der größte Anteil des Annexin II-Proteinpools zeigte sich am Boden 

des Gradienten. Erst bei einer Konzentration von 1 mM Calcium schien die calciumabhängige Asso-

ziation von Annexin II mit Lipid Rafts/Caveolae vergleichbar stark ausgeprägt. Caveolin diente in 

den Versuchen als negative Kontrolle und konnte unter keinen Inkubationsbedingungen in seiner Ver-

teilung im Gradienten durch die Calcium-Inkubationen beeinflusst werden. Ebenso ergab sich für 

Dynamin keine Calciumabhängigkeit im Optiprep®-Gradienten. Das Protein ließ sich unter allen In-

kubationsbedingungen ausschließlich am Boden des Gradienten nachweisen. Neben der Western 

Blot-Analyse erfolgte parallel die Bestimmung der Cholesterin- und Phospholipidkonzentration in 

den Fraktionen des oben beschriebenen Optiprep-Gradienten (vgl. Abb. 14.). 

Abb. 14 : Cholesterin- und Phospholipid-Verteilung in CHO Anx VI-Zellen nach Calcium-Inkubation
Die fluorometrische Bestimmung des Gesamtcholesterins und des Phospatidylcholins erfolgte mit Aliquots 
von 25 µl jeder Fraktion der Proben aus Abb. 13 (vgl. Kap. 2.2.6). Gesamtcholesterin- und Phospholipidver-
teilung sowie die relative Position der Fraktionen innerhalb des Gradienten [Top (oben, Fraktion 1) bis Bot-
tom (unten, Fraktion 9)] und die Position der Lipid Rafts bzw. Caveolae („Rafts“) sind angegeben.

Ein Vergleich der Cholesterinkonzentration in den Fraktionen des oben beschriebenen Optiprep®-

Gradienten von CHO Anx VI-Zellen zeigte eine Calciumabhängigkeit der Cholesterinverteilung in 

Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen (vgl. Abb. 14). Mit steigender Konzentration an Calcium kam es in 

den Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae zu einer Abnahme der Cholesterinkonzentration. In den 

bodennahen Fraktionen sieben bis zehn des Gradienten hatten erhöhte Calcium-Konzentrationen le-

diglich geringe Auswirkungen auf die Cholesterinkonzentration. In den Fraktionen vier und fünf des 

Gradienten, in denen sich bisher nicht identifizierte intrazelluläre Strukturen wiederfinden, kam es 
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wie im Bereich von Lipid Rafts/Caveolae mit zunehmender Calcium-Konzentration zu einem Anstieg 

der Cholesterin-Konzentration. 

Mit wachsender Calcium-Konzentration zeigten sich ebenfalls inkubationsbedingte Veränderungen in 

der Konzentration von Phospholipiden in den Fraktionen des oben beschriebenen Gradienten (vgl. 

Abb. 14). Dabei scheint eine Erhöhung der Calcium-Konzentration mit einer Verringerung der Kon-

zentration an Phospholipiden in Lipid Rafts/Caveolae einherzugehen. In den bodennahen Bereichen 

des Gradienten führte eine Calcium-Inkubation (Ausnahme: 50 µM Ca2+-Inkubation) zu einem deut-

lichen Anstieg der Phospholipid-Konzentration. 

3.3.2 Calcium-induzierte Translokation von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae in 
CHO Anx II-Zellen 

In einer zweiten Versuchsreihe wurden CHO Anx II-Zellen unter gleichen Bedingungen wie CHO 

Anx VI-Zellen des vorhergehenden Experiments (vgl. Kap. 3.3.1) kultiviert und während der an-

schließenden Präparation ebenfalls variierenden Calcium-Konzentrationen ausgesetzt. Abbildung 15 

zeigt einen repräsentativen Western Blot dieser Experimente.

Abb. 15 : Calciumabhängige Verteilung von Annexinen in Lipid Rafts/Caveolae von CHO Anx II-Zellen
1 x 106 CHO Anx VI-Zellen wurden entsprechend der Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode ausplattiert 
und während der anschließenden Präparation variierenden Bedingungen (5 mM EGTA – 250 µM Ca2+) 
ausgesetzt. 100 µl Aliquots jeder Fraktion wurden auf einem 12% SDS-Page aufgetrennt, mit Hilfe der We-
stern Blot-Methode analysiert und über das ECL-System detektiert. Die relative Position der Fraktionen im 
Optiprep-Gradienten [Top (oben, Fraktion 1) bis Bottom (unten, Fraktion 9)], die Position der Lipid 
Rafts/Caveolae („Rafts“) und die detektierten Proteine sind angegeben.

Abbildung 15 zeigt die Ergebnisse der Western Blot-Analyse von CHO Anx II-Zellen. Die CHO 

Anx II-Zellen, die während der Präparation mit 5 mM EGTA inkubiert wurden, ergaben gegenüber 

gleich inkubierten CHO Anx VI-Zellen des vorherigen Experiments (vgl. Abb. 13) keine inkubati-

onsbedingten Veränderungen in der Proteinverteilung von Annexin VI, Annexin II und Caveolin. 

Annexin VI und Annexin II waren in hoher Konzentration in den bodennahen Fraktionen, Caveolin 

sowohl im Bereich der Lipid Rafts/Caveolae als auch in den Fraktionen sechs bis neun nachzuwei-

sen. Bei einer Inkubation mit 50 µM Ca2+ waren im Gegensatz zu CHO Anx VI-Zellen (vgl. Abb. 
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13) noch keine Annexin VI-Proteine im Bereich der Lipid Rafts/Caveolae bestimmbar. Annexin VI 

war unter diesen Inkubationsbedingungen ausschließlich am Boden des Gradienten zu finden. Im 

Gegensatz dazu konnte für einen Teil des Annexin II-Proteinpools aus CHO Anx II-Zellen die calci-

umabhängige Translokation in cholesterinreiche Lipid Rafts/Caveolae-Membranregionen bereits bei 

dieser niedrigen Calcium-Konzentration (50 µM) gezeigt werden. Der größte Teil des „Annexin II-

Proteinpools“ ließ sich jedoch in den Fraktionen 6 – 9 am Boden des Optiprep®-Gradienten nachwei-

sen. Für die Verteilung von Caveolin zeigten sich bei dieser Calcium-Konzentration keine Verände-

rungen gegenüber EGTA-inkubierten CHO Anx II-Zellen. 

Bei einer Konzentration von 250 µM Ca2+ translozierten auch Proteine aus dem Annexin VI-

Proteinpool in Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen, jedoch in geringerem Ausmaß als Annexin II-

Proteine, die bei dieser Calcium-Konzentration zum größten Teil in Lipid Rafts/Caveolae Membran-

regionen nachweisbar waren. In den Bodenfraktionen des Gradienten war unter diesen Bedingungen 

nur noch ein geringer Teil von Annexin II-Proteinen zu detektieren. Im Gegensatz dazu war der größ-

te Teil der Annexin VI-Proteine bei einer Inkubation mit 250 µM Calcium in den Bodenfraktionen 

des Gradienten nachzuweisen. Das als Kontrolle detektierte Caveolin blieb durch die Calcium-

Inkubationen in seiner Verteilung im Gradienten unbeeinflusst. Vergleichbare Western Blots ergaben 

sich ebenfalls mit CHO WT-Zellen (nicht gezeigt).

Zusammenfassend konnte für beide Zellreihen (CHO Anx VI-Zellen, siehe Abb. 13 und CHO Anx 

II-Zellen, siehe Abb. 15) gezeigt werden, dass eine Erhöhung der Calcium-Konzentration zu einer 

deutlichen Umgestaltung der Proteinverteilung innerhalb des Gradienten führt. Annexin VI und An-

nexin II translozieren calciumabhängig in cholesterinreiche Membrandomänen (Lipid 

Rafts/Caveolae). Als Kontrolle bestimmte Caveolin-Proteine wiesen keine Calciumabhängigkeit auf. 

Gleichzeitig führt die Calcium-Inkubation zu einer veränderten Cholesterin- und Phospholipidkom-

position in Lipid Rafts/Caveolae-Membranregionen (gezeigt in Abb. 14 für CHO Anx VI-Zellen). 

3.3.3 Einfluss von Calcium auf die intrazelluläre Verteilung von SR-BI 

Mit Aliquots der Fraktionen von CHO Anx II-Zellen aus dem vorhergehenden Experiment (vgl. Kap. 

3.3.2) wurde die Verteilung von SR-BI (Scavenger-Rezeptor-B1) in den Zellen analysiert. SR-BI ist, 

wie in Kapitel 1.2 erläutert, ein vermutlich in Caveolae lokalisierter Rezeptor (Babitt et al., 1997), 

der zum einen die selektive Aufnahme von Cholesterin aus High Density Lipoproteinen (HDL) in die 

Zelle, auf der anderen Seite wahrscheinlich den Efflux von zellulärem Cholesterin aus der Zelle ver-

mittelt (Krieger, 1999). Bei der in Kapitel 3.2 etablierten Methode zur Lipid Rafts/Caveolae-

Präparation im Optiprep®-Gradienten wird lediglich eine Subpopulation Caveolin-positiver Mem-

branen angereichert. Grundlage für das folgende Experiment war die Frage, ob SR-BI in diesen mit 

Detergenz extrahierten Lipid Rafts-/Caveolae-Fraktionen nachzuweisen ist, oder ob es sich bei den 

extrahierten cholesterinreichen Lipid Rafts/Caveolae um Subpopulationen von Caveolae handelt, die 

kein SR-BI enthalten. 

Für das Experiment wurden Aliquots der Fraktionen 1 bis 5 von CHO Anx II-Zellen des vorherigen 

Experiments (vgl. Kap. 3.3.2), in denen Lipid Rafts/Caveolae nachzuweisen waren, und Aliquots der 
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Fraktionen 6 bis 10 der gleichen Zelllinie mit den restlichen zellulären Membranbestandteilen (z.B. 

Plasmamembranen) „gepoolt“, d.h. zusammen untersucht. Die simultane Analyse mehrerer Fraktio-

nen diente dazu, möglicherweise vorhandene schwache SR-BI-Signale in Lipid Rafts/Caveolae-

Fraktionen besser detektieren zu können. Bei der Analyse von SR-BI zeigten sich lediglich in den

„gepoolten“ Fraktionen 6 - 9 (in Abb. 16 „SR“) der CHO Anx II-Zellen Proteinbanden für SR-BI. 

Diese waren bei allen Inkubationen (5 µM EGTA, 50 µM Ca2+, 250 µM Ca2+ und Standard-

Zellkulturmedium) von CHO Anx II-Zellen gleich stark ausgeprägt und wiesen keine inkubationsbe-

dingten Verschiebungen auf. In den „gepoolten“ Fraktionen 1 bis 5 (in Abb. 16 „LR“), d.h. im Be-

reich Lipid Rafts/Caveolae, konnte SR-BI nicht nachgewiesen werden. 

Die Detektion von Caveolin zeigte für alle Inkubationen starke Signale in den Bodenfraktionen des 

Gradienten (Fraktionen 6 - 9). In den „gepoolten“ Lipid Rafts-/Caveolae-Fraktionen (Fraktionen 1 –

5) zeigte Caveolin ein starkes Signal nach einer EGTA-Inkubation der CHO Anx II-Zellen. Im Ver-

gleich dazu ließ sich bei nicht-inkubierten CHO Anx II-Kontrollzellen lediglich ein sehr schwaches 

Caveolin-Signal finden. Mit 50 µM Ca2+ inkubierte CHO Anx II-Zellen ergaben lediglich ein sehr 

schwaches Signal für Caveolin, mit 250 µM Ca2+ dagegen ein deutlich stärkeres. 

Abb. 16 : Einfluss von Calcium auf die intrazelluläre SR-BI-Verteilung in CHO Anx II-Zellen 
Aliquots der Fraktionen 1 bis 5 und der Fraktionen 6 bis 9 von CHO Anx II-Zellen der Lipid 
Rafts/Caveolae-Präparation aus Kapitel 3.3.2 wurden „gepoolt“ und zusammen auf SR-BI und Caveolin 
detektiert. In den „gepoolten“ Fraktionen 1 – 5 befinden sich Lipid Rafts/Caveolae, in den „gepoolten“ 
Fraktionen 6 – 9 die „schweren Membranen“ (restliche zelluläre Membranbestandteile z.B. Plasmamem-
branen oder Golgi-Apparat). 100 µl jeder Probe wurden über ein 12%-SDS-Page aufgetrennt und die Ver-
teilung von SR-BI und Caveolin mit Hilfe der Western Blot-Analyse und ECL-Immunodetektion ermittelt 
(vgl. Kap. 2.2.8 und 2.2.9). 

3.3.4 Expression von Annexin VI nach Calcium-Ionophor-Inkubation 

In den bisherigen Lipid Rafts/Caveolae-Präparationen wurde den Versuchszellen extern Calcium 

angeboten, indem während der Präparation eine Inkubation mit 50 µM – 1 mM Ca2+ erfolgte (vgl. 

Kap. 3.3.1 u. 3.3.2), um die Auswirkungen auf die Proteinverteilung zu studieren. Nach Aktivierung 

intrazellulärer Calcium-Speicher durch Anreicheruung des Zellkulturmediums mit 10 µM Calcium-

Ionophor (A 23187, Sigma) sollten in den folgenden Experimenten Veränderungen in der Verteilung 

von Anenxin VI und Annexin II in Abhängigkeit von der intrazellulären Calcium-Konzentration un-
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tersucht werden. 1 x 107 CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen wurden auf Ø 15 cm 

Zellkulturschalen ausplattiert. Für einen Teil der Zellen erfolgte nach 24 Stunden eine 30-minütige 

Inkubation mit 10 µM Calcium-Ionophor (A 23187, Sigma), Kontrollzellen erhielten keine Zusätze 

zum Zellkulturmedium. Nach Ablauf der Inkubationszeit wurden die Zellen nach der in Kapitel 

2.2.5.1.2 beschriebenen Methode einer Lipid Rafts-Präparation unterzogen. Anschließend erfolgte

die Auftrennung der Proben über 12%-SDS-PAGE und die Analyse der Proteinverteilung mittels 

Western Blot und ECL-System. 

Abb. 17 : Annexin VI- und II-Verteilung in CHO Anx II- und CHO Anx VI-Zellen nach Inkubation mit 
Calcium-Ionophor
1 x 107 CHO Anx II- und CHO Anx VI-Zellen wurden nach der in Kapitel 2.2.1 beschriebenen Methode für 
24 Stunden kultiviert. Anschließend wurden die Zellen mit PBS gewaschen und mit frischem Zellkulturme-
dium versehen oder ein Teil der Zellen zusätzlich mit 10 µM Calcium-Ionophor (A 23187, Sigma) für 30 
Minuten bei 37°C und 5% CO2 inkubiert. Die Aufarbeitung der Zellen und Ultrazentrifugation im Opti-
prep®-Gradienten erfolgte nach der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode. 120 µl der Fraktionen 1 – 6 
dienten der Auftrennung mittels 12% SDS-PAGE, Western Blot-Analyse und ECL-Detektion. Dem biotiny-
lierten Proteingrößenmarker entsprechend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die 
Position der Lipid Rafts/Caveolae („Rafts“), die relative Position im Gradienten (Fraktion 1 bis Fraktion 6) 
und die detektierten Proteine sind angegeben.

Abbildung 17 zeigt einen repräsentativen Western Blot von CHO Anx II- und CHO Anx VI-Zellen. 

Es wurden lediglich die oberen und mittleren Fraktionen des Gradienten (Fraktionen 1 – 6) einer We-

stern Blot-Analyse unterzogen, da sich in diesem Bereich Lipid Rafts/Caveolae befanden und Verän-

derungen in der Verteilung von Annexin VI und Annexin II für diese Regionen analysiert werden 

sollten. Die Inkubation mit Calcium-Ionophor (10 µM) führte weder für Annexin VI noch für Anne-

xin II zu einer Veränderung in der Verteilung der Annexin-Proteine in CHO Anx VI- oder CHO Anx 

II-Zellen (vgl. Abb. 17 A und B). Caveolin blieb durch eine Calcium-Ionophor-Inkubation unbeein-

flusst. Vergleichbare Ergebnisse konnten für CHO WT-Zellen (nicht gezeigt) erzielt werden. 

Eine weitere Western Blot-Analyse mit Aliquots für CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen mit allen 

Fraktionen des Lipid Rafts/Caveolae-Gradienten zeigt Abb 18. Die Analyse hatte zum Ziel, die Pro-
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teinexpression auch in den Fraktionen 6 – 9 des Gradienten zu überprüfen. Auch in den Fraktionen 

am Boden des Gradienten war keine Abhängigkeit in der Verteilung von Annexin VI, Annexin II und 

Caveolin nach der Inkubation mit Calcium-Ionophor für CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen nach-

weisbar.

Abb. 18 : Annexin VI- und II-Verteilung in CHO Anx VI- und CHO WT-Zellen nach Inkubation mit Cal-
cium-Ionophor 
Experimentelles Vorgehen wie bei Abb. 17. Dabei wurden jedoch alle Proben der Fraktionen 1 - 9 (jeweils 
100 µl) des Optiprep®-Gradienten über SDS-PAGE aufgetrennt und mittels Western Blot analysiert. Die 
Position der Lipid Rafts/Caveolae („Rafts“), die relative Position im Gradienten [Top (oben, Fraktion 1) bis 
Bottom (unten, Fraktion 9)] und die detektierten Proteine sind angegeben

Parallel zur Western Blot-Analyse (vgl. Abb. 18) wurde eine Bestimmung der Cholesterinverteilung 

in den Fraktionen des Optiprep®-Gradienten vorgenommen (vgl. Abb. 19). Alle untersuchten Zellli-

nien (CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen) zeigten in den Fraktionen von Lipid 

Rafts/Caveolae (Fraktionen 2 – 3), nach Inkubation mit Calcium-Ionophor und damit verbundener 

Ca2+-Freisetzung, eine Abnahme der Cholesterinkonzentration vergleichsweise zur nicht Calcium-

Ionophor inkubierten Kontrollgruppe (vgl. Abb. 19). „Schwere Membranen“ (Fraktionen 6 – 9) lie-

ßen in den Zelllinien keine systematische Entwicklung in der Cholesterinverteilung nach Calcium-

Ionophor-Inkubation erkennen. In den mittleren Fraktionen des Gradienten (Fraktionen 4 und 5) er-

gaben sich nur geringe Unterschiede in der Cholesterin-Konzentration nach Calcium-Ionophor-

Inkubation. 

CHO-WT-Zellen mit Calcium-Ionophor
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Abb. 19 : Cholesterin-Verteilung nach Inkubation mit Calcium-Ionophor in CHO WT-, CHO Anx VI- und 
CHO Anx II-Zellen
Mit Aliquots von 25 µl des Experimentes aus Abb. 17 u. 18 erfolgte die fluorometrische Bestimmung des 
Gesamtcholesterins jeder Fraktion (vgl. Kap. 2.2.6). Gesamtcholesterinkonzentration und relative Position 
der Fraktionen innerhalb des Gradienten [Top (Fraktion 1) bis Bottom (Fraktion 9)] sind angegeben.

Abbildung 20 zeigt den Verlauf der relativen Cholesterinkonzentration in Lipid Rafts/Caveolae 

(Fraktionen 1 – 3) im Vergleich mit „schweren Membranen“ (z.B. Plasmamembranen, Fraktionen 6 

– 9). Die Kombination meherer Fraktionen und deren Darstellung als Anteil an der Gesamtcholeste-

rinkonzentration in der Zelle ermöglicht es, generelle Entwicklungen in der Cholesterinverteilung 

nach einer Calcium-Ionophor-Inkubation zu erkennen. Die relative Darstellung der Cholesterinvertei-

lung, bezogen auf die Gesamtcholesterinkonzentration in den Zellen, verdeutlicht, dass sich in der 

jeweiligen Zelllinie vor der Inkubation mit Calcium-Ionophor ca. 34 – 40% des Cholesterins in Lipid 

Rafts/Caveolae-Membrandomänen befanden. Nach Inkubation mit Calcium-Ionophor reduzierte sich 

dieser Anteil auf ca. 26 – 32% je nach betrachteter Zelllinie. In den „schweren Membranfraktionen“ 

(Fraktionen 6 – 9) zeigte sich nach einer Calcium-Ionophor Inkubation bei allen untersuchten Zellli-

nien ein Anstieg des Cholesterinanteils in diesen Bereichen des Gradienten.

Abb. 20 : Relative Cholesterin-Verteilung in Lipid Rafts/Caveolae und „schweren Membranen“ von CHO 
WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen
Mit den ermittelten Werten aus Abb. 19 wurde die Cholesterin-Konzentration in Lipid Rafts/Caveolae 
(Fraktionen 1 – 3) sowie „schweren Membranen“ (Fraktionen 6 – 9) vor und nach Calcium-Ionophor-
Inkubation zusammengefaßt und auf das Gesamtcholesterin in den Zellen bezogen.
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Zusammenfassend waren in der Western Blot-Analyse keine Veränderungen in der Protein- Vertei-

lung von Annexin VI, Annexin II oder Caveolin nach Inkubation mit Calcium-Ionophor nachzuwei-

sen. Die parallel durchgeführte Bestimmung der Cholesterinverteilung im Optiprep®-Gradienten 

zeigte jedoch für die Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae einen Rückgang der Cholesterinkonzentra-

tion nach Inkubation mit Calcium-Ionophor.

3.4 Einfluss von HDL3 auf die Lokalisation von Annexinen und Cholesterin in Lipid 
Rafts/Caveolae 

3.4.1 Einfluss von HDL3 auf die Lokalisation von Annexin VI, Annexin II und Caveolin  

In den Experimenten des Kapitels 3.1 wurden generelle Veränderungen des Expressionsniveaus von 

Annexin VI, Annexin II, Caveolin und SR-BI nach LDL-, HDL- und LPDS-Beladung untersucht. 

Aufgrund der Methodik war eine gesonderte Betrachtung der Protein-Verteilung in Lipid 

Rafts/Caveolae-Membrandomänen im Vergleich mit anderen Membransystemen nach einer Lipopro-

tein-Inkubation (z.B. HDL oder LDL) nicht möglich. Nach Etablierung der Methode zur Lipid 

Rafts-/Caveolae-Präparation in Kapitel 3.2 sollten daher in dem folgenden Experiment mögliche 

Veränderungen der Proteinverteilung von Annexin VI, Annexin II oder Caveolin im Anschluß an die 

Inkubation der Versuchszellen mit HDL3, insbesondere in Lipid Rafts/Caveolae-Membranregionen, 

untersucht werden. Zum Studium der Proteinexpression nach einer HDL3-Inkubation wurden CHO 

Anx VI-, CHO Anx II- und CHO WT-Zellen nach der in Kapitel 2.2.1 beschriebenen Methode kulti-

viert. Es folgte eine 30-minütige Beladung mit HDL3-angereichertem Zellkulturmedium (100 µg/ml) 

mit anschließender Lipid Rafts/Caveolae-Präparation (vgl. Kap. 2.2.5.1). Abweichend von den Ver-

suchen des Kapitels 3.1 wurde mit 30 Minuten eine vergleichweise kurze HDL3-Inkubationsdauer 

gewählt, da Verschiebungen in der Verteilung der betrachteten Proteine vor allem in den ersten Mi-

nuten nach einer HDL3-Inkubation zu erwarten waren. Aliquots der Fraktionen sind anschließend 

über 12%-SDS-PAGE aufgetrennt und mit Hilfe von Western Blot und ECL-System analysiert wor-

den. Für die Western Blot-Analyse sind Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 1–5) und „schwere Mem-

branen“ (Fraktionen 6–9) zusammen untersucht („gepoolt“) worden. Abbildung 21 zeigt einen We-

stern Blot des Optiprep®-Gradienten.

„Schwere Membranfraktionen“ („SR“ = zusammengefasste Fraktionen 6 – 9) waren bei allen be-

trachteten Zelllinien (CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen) durch intensive Annexin 

VI-Proteinbanden gekennzeichnet. Für die zusammengefassten Fraktionen 1 – 5 des Gradienten 

(„LR“), d.h. für Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae, konnten keine Annexin VI-Proteine, weder bei 

HDL3-inkubierten (100 µg/ml) noch bei nicht-inkubierten Zellen, nachgewiesen werden. Eine HDL3-

Inkubation hatte keinen Einfluß auf die Signalstärke. Sowohl HDL3-inkubierte als auch nicht HDL3-

inkubierte Kontrollzellen wiesen vergleichbare Signale auf. Die Analyse von Annexin II und Caveo-

lin zeigte eine entsprechende Proteinverteilung, vergleichbar mit Annexin VI. Auch Annexin II und 

Caveolin ergaben sich keine inkubationsbedingten Veränderungen in der Verteilung der Proteine. Das 

fehlende Caveolin-Signal für „schwere Membranen“ nicht HDL3-inkubierter CHO WT-Zellen ist 

vermutlich auf einen Analysefehler zurückzuführen.
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Abb. 21 : Einfluss von HDL3 auf die Lokalisation von Annexin VI, Annexin II und Caveolin 
1 x 107 CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen wurden nach der in Kapitel 2.2.1 beschriebenen 
Methode kultviert, nach 24 Stunden in PBS gewaschen und das Zellkulturmedium gegen 10%-LPDS 
Nährmedium (vgl. Kap. 2.2.3) ausgetauscht. Ein Teil der Zellen jeder Zelllinie wurde zusätzlich für 30 Mi-
nuten mit 100 µg/ml HDL3-angereichertem Zellkulturmedium inkubiert. Anschließend wurden die Zellen 
nach der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode aufgearbeitet. Jeweils 20 µl aus den Fraktionen 1 – 5 
wurden entnommen und insgesamt 100 µl der zusammengefassten Fraktionen 1 – 5 in reduziertem Zustand 
mittels 12%-SDS-PAGE aufgetrennt. Ebenso wurden die „schweren Membranfraktionen“ „gepoolt“ (Frak-
tionen 6 – 9 ) und aufgetrennt. Die Verteilung der Proteine wurde anschließend mittels Western Blot und 
ECL-System analysiert (vgl. Kap. 2.2.8 – 2.2.9). Dem biotinylierten Proteingrößenmarker entsprechend 
sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die Position der Lipid Rafts/Caveolae („LR“) und 
der „schweren Membranen“ („SR“) sowie die detektierten Proteine sind angegeben. Zu beachten ist die bei 
HDL3-inkubierten CHO Anx II-Zellen geänderte Reihenfolge. 

Zusammenfassend zeigte sich in diesem Experiment keine signifikant veränderte Lokalisation von 

Annexin VI, Annexin II oder Caveolin nach HDL3-Inkubation. Weder Annexin VI, Annexin II noch 

Caveolin waren mit oder ohne HDL3-Inkubation in CHO WT-, CHO Anx VI- oder CHO Anx II-

Zellen in Lipid Rafts/Caveolae-Membrandomänen („LR“ in der Abb.) zu detektieren. 

3.4.2 Einfluss von HDL3 auf die Verteilung von Cholesterin in Lipid Rafts/Caveolae 

In diesem Experiment sollten die Auswirkungen einer sehr kurzen (5 – 15 Minuten) HDL3-

Inkubation (100 µg/ml) auf die Verteilung von Cholesterin in cholesterinreichen Membrandomänen 

(Lipid Rafts/Caveolae) untersucht werden. CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen wurden dazu auf Ø 

15 cm Zellkulturschalen kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1). Nach 48 Stunden Kultivierungsphase wurden 

die Versuchszellen über 5 – 15 Minuten mit HDL3-angreichertem (100 µg/ml) LPDS-

Zellkulturmedium inkubiert. Im Anschluß an die Präparation und Zentrifugation der Zellen im Opti-

prep®-Gradienten entsprechend der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode erfolgte die Bestim-

mung des Gesamt-Cholesterins in den Fraktionen 1 – 10 des Gradienten (vgl. Abb. 22) .
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Abb. 22 : Cholesterinverteilung in CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen nach 5 –15 min HDL3-Inkubation 
1 x 107 CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen wurden auf Ø 15 cm Petrischalen kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1). 
Nach 48 Stunden und einem PBS Waschgang erfolgte die Beladung mit HDL3-angereichertem (100 µg/ml) 
10%-LPDS-Zellkulturmedium. Nach 5-, 10- und 15- minütiger HDL3-Inkubation wurde das Versuchsmedi-
um verworfen, die Zellen in PBS gewaschen und im Optiprep®-Gradienten durch Ultrazentrifugation aufge-
trennt (vgl. Kap. 2.2.5.1). Aliquots von 25 µl pro Fraktion dienten der fluorometrischen Bestimmung des 
Gesamtcholesterins (vgl. Kap. 2.2.6) in den Fraktionen. Die erwartete Position von Lipid Rafts/Caveolae 
liegt zwischen den Fraktionen 2 und 3 (“Rafts“). Die abgebildeten Cholesterin-Meßwerte ergeben sich als 
Mittelwerte von zwei unabhängig voneinander durchgeführten Experimenten.

Die in Abbildung 22 dargestellten Ergebnisse zeigten keine signifikante Veränderung der Choleste-

rin-Verteilung nach 5 – 15 minütiger HDL3-Inkubation von CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen. 

CHO Anx VI-Zellen wiesen jedoch in den Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 2 - 3) 

höhere absolute Cholesterin-Konzentrationen auf als CHO WT-Zellen. Zum tieferen Verständnis 

wurden die absoluten Cholesterinwerte ergänzt durch eine relative prozentuale, auf die Gesamtchole-

sterin-Konzentration bezogene Darstellung (vgl. Abb. 23). Damit ergaben sich jedoch keine signifi-

kanten Veränderungen in der Cholesterinverteilung für die 5 – 15 minütige HDL3-Inkubation. Den-

noch zeichneten sich auch hier CHO Anx VI-Zellen im Vergleich mit CHO WT-Zellen durch einen 

höheren prozentualen Cholesteringehalt im Bereich von Lipid Rafts-/Caveolae-Membranregionen 

aus.

Abb. 23 : Relative Cholesterinverteilung nach 5 – 15-minütiger HDL3-Inkubation 
Die Cholesterin-Messwerte der Fraktionen 1 – 3 (Bereich der Lipid Rafts/Caveolae im Gradienten) und der 
Fraktionen 6 – 10 des obigen Optiprep®-Gradienten wurden zusammengefasst und als relative Cholesterin-
Konzentration, bezogen auf die Gesamt-Cholesterin-Konzentration, dargestellt.
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3.5 Einfluss von LDL auf die Cholesterinverteilung in Lipid Rafts/Caveolae 

Dieses Experiment sollte klären, ob und gegebenenfalls wie sich die Cholesterinverteilung von Lipid 

Rafts/Caveolae im Vergleich mit den übrigen Membransystemen nach mehrtägiger LDL-Inkubation 

entwickelt. 5 x 105 CHO WT-, CHO Anx II- und CHO Anx VI-Zellen wurden dazu auf Ø 10 cm 

Petrischalen ausplattiert und nach der in Kapitel 2.2.1 beschriebenen Methode kultiviert. Nach 24 

Stunden wurde das Medium verworfen, die Versuchszellen in PBS gewaschen und anschließend mit 

LDL-angereichertem (80 µg/ml) LPDS-Zellkulturmedium inkubiert. Nach 72-stündiger LDL-

Inkubation wurden die Zellen entsprechend der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode aufgearbei-

tet und in einem Optiprep®-Gradienten durch Ultrazentrifugation aufgetrennt. Abbildung 24 zeigt die 

Cholesterinverteilung in den Zellen ohne und mit LDL-Inkubation über 72 Stunden. 

Abb. 24 : LDL-Einfluss auf die Cholesterinverteilung in CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen 
5 x 105 CHO WT-, CHO Anx II- und CHO Anx VI-Zellen wurden auf Ø 10 cm Petrischalen ausplattiert 
und kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1). Nach 24 Stunden wurden die Versuchszellen in PBS gewaschen und an-
schließend mit LDL-angereichertem (80 µg/ml) LPDS-Zellkulturmedium (vgl. Kap. 2.2.3) inkubiert. Nach 
72-stündiger LDL-Inkubation wurden die Zellen aufgearbeitet und im Optiprep®-Gradienten durch Ultra-
zentrifugation aufgetrennt (vgl. Kap. 2.2.5.1). Eine nicht mit LDL inkubierte Zellgruppe diente als Kontrol-
le. Aliquots von 25 µl pro Fraktion dienten der fluorometrischen Bestimmung des Gesamtcholesterins (vgl. 
Kap. 2.2.6) in den Fraktionen. Die erwartete Position der Lipid Rafts/Caveolae ist durch eine Pfeilmarkie-
rung gekennzeichnet („Rafts“). Die abgebildeten Cholesterin-Meßwerte ergeben sich als Mittelwerte von 
zwei unabhängig voneinander durchgeführten Experimenten.

Die Cholesterinverteilung ohne LDL-Inkubation (Abb. 24) wurde als Kontrollwert für alle Zellen 

nach 24 Stunden Zellwachstum ermittelt. In den oberen Fraktionen (Fraktionen 1 – 3) des Gradien-

ten, in denen Lipid Rafts/Caveolae zu erwarten sind, zeigte sich bei den untersuchten Zelllinien eine 

geringfügig höhere Cholesterinkonzentration gegenüber den mittleren Fraktionen 4 und 5. Dem Cho-

lesterin-Wert in Fraktion 3 von CHO WT-Zellen liegt vermutlich ein Meßfehler zugrunde, da dieser 

mit ca. 9000 Flourocounts pro 25 µl Probe bedeutend höher lag als alle übrigen Messwerte im Be-

reich von Lipid Rafts/Caveolae. Ein derart hoher Messwert in nur einer Fraktion ohne gleichzeitig 
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deutlich erhöhte Messwerte in den übrigen Fraktionen dieser Zelllinie ist ansonsten nicht zu erklären 

(vgl. Abb. 24). In den mittleren Fraktionen (Fraktionen 4 - 6) sind bei allen untersuchten Zelllinien 

etwa gleich hohe Cholesterinkonzentrationen ermittelt worden, diese waren jedoch geringer als für 

Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 1 – 3). In den bodennahen Fraktionen des Gradienten (Fraktionen 

7 – 10) konnte eine sehr starke Anreicherung mit Cholesterin vergleichsweise zu den übrigen Frak-

tionen bei allen untersuchten Zelllinien nachgewiesen werden. Im Vergleich der einzelnen Zelllinien 

untereinander waren keine signifikanten Differenzen in der Cholesterinverteilung festzustellen.

Nach 72-stündiger LDL-Inkubation war keine signifikante Erhöhung der LDL-

Cholesterinkonzentration für Lipid Rafts/Caveolae festzustellen (vgl. Abb. 24). Die Cholesterinver-

teilung in diesem Bereich des Gradienten wies zudem nur sehr geringe Differenzen unter den einzel-

nen Zelllinien auf. In den bodennahen Fraktionen (7 – 10) konnten, wie bereits für die Kontrollzellen 

ermittelt, sehr hohe Cholesterin-Konzentrationen nachgewiesen werden. Die Differenzen in der Cho-

lesterinverteilung der einzelnen Zelllinien waren vergleichsweise auch in diesem Bereich des Gradien-

ten nicht signifikant. Parallel ermittelte Daten für eine 24- und 48-stündige LDL-Inkubation zeigten 

keine interpretationswürdigen Ergebnisse (nicht gezeigt). 

Abbildung 25 zeigt ergänzend eine relative Darstellung der Cholesterinkonzentration in Lipid 

Rafts/Caveolae (Fraktionen 1 – 3) vor und nach LDL-Inkubation im Vergleich mit „schweren Mem-

branen“ (Fraktionen 6 – 10), um möglicherweise eingetretene inkubationsbedingte Verschiebungen 

der Cholesterinverteilung übersichtlicher darstellen zu können. Darüberhinaus sind Ergebnisse einer 

24-stündigen LDL-Inkubation mitangegeben.

Abb. 25 : Relative Cholesterinverteilung nach LDL-Inkubation 
Die Cholesterinmesswerte der Fraktionen 1 – 3 (Bereich von Lipid Rafts/Caveolae) jeder Zelllinie des in 
Abb. 24 gezeigten Optiprep®-Gradienten wurden addiert und als relative Cholesterin-Konzentration, bezo-
gen auf die Gesamt-Cholesterin-Konzentration, dargestellt. Die Messwerte der Fraktionen 6 – 10 („schwere 
Membranen“) wurden ebenfalls als relative Cholesterin-Konzentrationen dargestellt. Zusätzlich sind Mess-
werte für eine 24-stündige LDL-Inkubation aufgetragen.

Die relative Darstellung ergibt bei CHO WT-Zellen für Lipid Rafts/Caveolae keine sigifikanten, auf

eine LDL-Inkubation zurückzuführenden, Verschiebungen der Cholesterinverteilung. Bei CHO Anx 
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VI- und CHO Anx II-Zellen ist nach 24-sündiger LDL-Inkubation ein deutlicher Anstieg der Chole-

sterinkonzentration im Bereich Lipid Rafts/Caveolae festzustellen. Nach 72-stündiger LDL-

Inkubation war keine signifikante Veränderung der Cholesterinkonzentration im Vergleich zum Kon-

trollwert nachzuweisen. Eine zusätzlich durchgeführte Western Blot-Analyse mit den Fraktionen des 

obigen Experimentes erbrachte keine interpretationswürdigen Ergebnisse für Annexin VI, Annexin II 

und Caveolin (nicht gezeigt).

3.6 Cholesterinverteilung in Lipid Rafts/Caveolae nach HDL3-induziertem 
Cholesterin-Efflux 

In diesem Experiment sind zunächt CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen mit LDL-

Cholesterin beladen worden. Anschließend wurde der Cholesterin-Efflux durch HDL3-Inkubation 

induziert. Die Veränderungen der Cholesterinverteilung in den Zellen sind nach Ultrazentrifugation 

im Optiprep®-Gradienten und anschließender Cholesterinbestimmung in den Fraktionen des Gradien-

ten ermittelt worden. Für die Versuche wurden 1 x 107 Zellen auf Ø 15cm Petrischalen ausplattiert 

und über 24 Stunden nach der in Kapitel 2.2.1 beschriebenen Methode kultiviert. Anschließend sind 

die Zellen in PBS gewaschen und mit LDL-angereichertem (50 µg/ml) 10%-LPDS-

Zellkulturmedium (vgl. Kap. 2.2.3) über Nacht inkubiert worden. Am nächsten Tag wurde der Cho-

lesterin-Efflux in den Zellen durch Inkubation mit HDL3-angereichertem Zellkulturmedium (100 

µg/ml) über 3-, 6-, 9- und 24-Stunden induziert. Im Anschluß erfolgte die Präparation von Lipid 

Rafts/Caveolae mittels Ultrazentrifugation im Optiprep®-Gradienten (vgl. Kap. 2.2.5.1) und die flu-

orometrische Bestimmung des Cholesterins in den Fraktionen des Gradienten jeder Zelllinie (vgl. 

Kap. 2.2.6). Abbildung 26 zeigt einen Vergleich der Cholesterin-Verteilung der drei Zelllinien nach 3 

bis 24-stündiger HDL3-Inkubation.

Abb. 26 : Cholesterinverteilung in Lipid Rafts/Caveolae nach HDL3-induziertem Cholesterin-Efflux 
1 x 107 CHO WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen wurden auf Ø 15 cm Petrischalen ausplattiert 
und für 24 Stunden kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1) sowie anschließend mit LDL-angereichertem (50 µg/ml) 
10%-LPDS-Zellkulturmedium über Nacht inkubiert. Am nächsten Tag erfolgte die 3-, 6-, 9- oder 24-
stündige Inkubation der Zellen mit HDL3-angereichertem (100 µg/ml) LPDS-Zellkulturmedium. Anschlie-
ßend wurden die Zellen nach der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode aufgearbeitet (vgl. Kap. 
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2.2.5.1). Aliquots von 25 µl pro Fraktion dienten der fluorometrischen Bestimmung des Gesamtcholesterins 
(vgl. Kap. 2.2.6) in den Fraktionen. Die erwartete Position der Lipid Rafts/Caveolae ist durch Pfeilmarkie-
rung gekennzeichnet („Rafts“). Die abgebildeten Cholesterin-Meßwerte ergeben sich als Mittelwerte von 
zwei unabhängig voneinander durchgeführten Experimenten.
Aus den inkubationsbedingten Veränderungen der Cholesterinverteilung in den Fraktionen der ein-

zelnen Zelllinien lassen nur schwer generelle Aussagen ableiten. Ein Vergleich der Kontrollwerte 

(Cholesterin-Verteilung ohne HDL3-Inkubation) mit der Cholesterin-Verteilung nach 24 Stunden 

HDL-Beladung ergab für sämtliche untersuchten Zelllinien mit HDL-Beladung im Bereich von Lipid 

Rafts/Caveolae eine vergleichsweise höhere Cholesterinkonzentration. Für die übrigen HDL3-

Inkubationen sind keine eindeutigen Aussagen zur Cholesterinverteilung in Lipid Rafts/Caveolae-

Fraktionen zu treffen. In den Fraktionen mit „schweren Membranen“ im Gradienten (Fraktionen 6 –

9) waren aufgrund der sehr variierenden Cholesterin-Meßwerte ebenfalls keine signifikanten, auf die 

Inkubation zurückzuführenden, Veränderungen der Cholesterinverteilung abzuleiten.

Abbildung 27 zeigt aufbereitete Daten aus dem oben beschriebenen Optiprep®-Gradienten. Diese 

Darstellung veranschaulicht nochmals, dass durch LDL-Beladung der Zellen und anschließende In-

duktion des Cholesterin-Efflux mit HDL3 keine signifikanten Veränderungen der Verteilung von 

Cholesterin in Lipid Rafts/Caveolae im Gradienten nachweisbar sind. Die Fraktionen von Lipid 

Rafts/Caveolae (Fraktionen 1 – 3), denen das besondere Interesse galt, zeigten vor allem für die 3-, 

6- und 9-stündige HDL3-Inkubation variierende prozentuale Cholesterin-Meßwerte. Eine eindeutige 

Abhängigkeit von der Dauer der HDL3-Inkubation und von der jeweiligen Zelllinie war hieraus kaum 

abzuleiten.
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Abb. 27 : Relative Cholesterinverteilung nach HDL3-Inkubation 
Die Cholesterinmesswerte der Fraktionen 1 – 3 (Bereich Lipid Rafts/Caveolae) des in Abb. 26 gezeigten 
Optiprep®-Gradienten wurden addiert und als relative Cholesterin-Konzentration, bezogen auf die Gesamt-
Cholesterin-Konzentration, dargestellt („Rafts“). Die Messwerte der Fraktionen 6 – 10 („schwere Membra-
nen“) wurden ebenfalls als relative Cholesterinkonzentration auf die Gesamt-Cholesterin-konzentration 
bezogen dargestellt.

3.7 Digitonin-abhängige Annexin-Verteilung in Triton X-100 unlöslichen Membranen 

In einem weiteren Versuchsansatz sollte der Einfluß einer Digitonin-Inkubation auf die Verteilung 

von Annexin VI und Annexin II in vivo in Lipid Rafts/Caveolae charakterisiert werden. Digitonin ist 

ein Cholesterin-sequestrierendes Detergenz, dass die Cholesterin-Konzentration in Membranen redu-

ziert. Zu diesem Zweck erfolgte die Kultivierung von CHO Anx VI-Zellen auf Ø 15 cm Zellkultur-

schalen. Am nächsten Tag wurden die Versuchszellen mit 0,5 µg/ml Digitonin angereichertem 

Nährmedium inkubiert. Die Inkubation zeigte keinen Einfluß auf das Zellwachstum. Nach 24 Stun-

den wurden die Zellen entsprechend der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode zur Lipid 

Rafts/Caveolae-Präparation im Optiprep®-Gradienten aufgearbeitet, mit 12%-igem SDS-PAGE auf-

getrennt und mittels Western Blot und ECL-System analysiert. Abb 28 zeigt einen repräsentativen 

Western Blot Digitonin-inkubierter (0,5 µg/ml) CHO Anx VI-Zellen und nicht inkubierter Kontroll-

zellen. 

Abb. 28 : Verteilung von Annexinen in Lipid Rafts/Caveolae nach Digitonin-Inkubation
1 x 106 CHO Anx VI-Zellen wurden 24 Stunden kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1) und anschließend mit 0,5 µg/ml 
Digitonin (Fluka Chemie) angereichertem Zellkulturmedium über Nacht inkubiert. Am nächsten Tag wur-
den die Zellen nach der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen Methode im Optiprep®-Gradienten durch Ultra-
zentrifugation aufgetrennt. Jeweils 40 µg Zellprotein wurden auf ein 12% Polyacrylamidgel aufgetragen, 
mit Hilfe der Western Blot-Methode analysiert und über ein ECL-System detektiert. Dem biotinylierten 
Proteingrößenmarker entsprechend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die Antiköper-
inkubation erfolgte mit anti-Annexin VI, anti-Annexin II und anti-Caveolin-(polyklonal)-Antikörpern. Die 
erwartete Position von Lipid Rafts/Caveolae ist durch eine Pfeilmarkierung gekennzeichnet („Rafts“). 

Die Proteinbande für Annexin VI von nicht inkubierten CHO Anx VI-Zellen war gekennzeichnet 

durch ein verstärktes Signal in den Fraktionen 3, 4, 5 und 6. Das Signal für diesen Bereich im Gra-

dienten erscheint erheblich stärker ausgeprägt vergleichsweise zu bisher untersuchten nicht inkubier-

ten CHO Anx VI-Zellen. Die Fraktionen am Boden des Gradienten zeigten ebenfalls eine Anreiche-

rung mit Annexin VI-Proteinen (die Annexin VI-Proteinbande der Fraktion 8 wurde vermutlich feh-

lerhaft detektiert). Die Annexin II-Proteinbande der nicht inkubierten CHO Anx VI-Zellen war wie 

erwartet intensiv für die „schweren Membranen“ (Fraktion 6 - 10) und wies auch eine Anreicherung 
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mit Annexin II-Proteinen im Bereich von Lipid Rafts/Caveolae auf. Die Caveolin-Kontrollbande 

kennzeichnete im Bereich der Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae (2 - 3) die erwartete Anreiche-

rung für das Protein. Nach Inkubation von CHO Anx VI-Zellen mit Digitonin (0,5 µg/ml) kam es 

weder für Annexin VI noch für Annexin II zu einer signifikanten Veränderung in der Proteinvertei-

lung. 

Eine parallel durchgeführte Analyse der Cholesterin-Verteilung in den Fraktionen 1 – 6 (vgl. Abb. 

29) lieferte keinen Hinweis auf eine signifikante Veränderung nach einer Inkubation mit Digitonin 

(0,5 µg/ml). Die Kontrollzellen wiesen im Vergleich mit Digitonin inkubierten CHO Anx VI-Zellen 

keine signifikant veränderten Cholesterinwerte in den jeweiligen Fraktionen auf. Somit scheint die in 

vivo Inkubation mit Digitonin keine Reduzierung der Cholesterinkonzentration in Lipid 

Rafts/Caveolae zu bewirken.

Abb. 29 : Cholesterin-Verteilung in den Fraktionen 1 – 6 ohne und nach Digitonin-Inkubation 
Cholesterin-Verteilung in den Fraktionen 1 – 6 der obigen Lipid Rafts/Caveolae-Präparation ohne und mit 
Digitonin-Inkubation (0,5 µg/ml). Aliquots von 25 µl pro Fraktion dienten der fluorometrischen Bestim-
mung des Gesamtcholesterins (vgl. Kap. 2.2.6). Die erwartete Position von Lipid Rafts bzw. Caveolae liegt 
zwischen den Fraktionen 2 und 3 (Pfeilmarkierung „Rafts“). 

3.8 Triton X-100-Solubilisation  

3.8.1 Nachweis von Annexin VI in Triton X-100 unlöslichen Membranen von 
CHO Anx VI- und CHO WT-Zellen 

In dieser Versuchsreihe sollte die calciumabhängige Lokalisation von Annexinen in Lipid 

Rafts/Caveolae sowie deren cholesterinabhängige Verteilung mit einer alternativen und unabhängi-

gen Methode überprüft werden. Zum Vergleich mit den in der Optiprep®-

Dichtegradientenzentrifugation gewonnen Ergebnissen wurde die Methode der Triton X-100-

Solubilisation etabliert (Brown and Rose, 1992; Mendez et al., 2001). Für die Experimente wurden 1 

x 106 CHO Anx VI-Zellen auf Ø 15cm Petrischalen ausplattiert (vgl. Kap. 2.2.1) und über Nacht 

mit Digitonin (0,5 µg/ml) inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Zellen mit PBS gewaschen und 

nach der in Kapitel 2.2.5.2 beschriebenen Methode in Triton X-100-haltigem MES-Puffer mit einem 
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CHO-Anx-VI-Zellen

Douncer aufgearbeitet. Die lysierten Zellen wurden 20 Minuten bei 4°C zentrifugiert, der Überstand 

abgenommen und das Triton X-100-unlösliche Pellet in Triton X-100-haltigem Hepes-Puffer re-

suspendiert. Parallel dazu wurden nicht inkubierte CHO Anx VI-Zellen während der Aufarbeitung in 

MES-haltigem Puffer mit Ca2+ (50 µM) oder EDTA (5mM) inkubiert, zentrifugiert und das Pellet in 

Hepes-Puffer resuspendiert (vgl. Kap. 2.2.5.2). Jeweils 50 µg Zellprotein der Pellets (P) und Über-

stände (Ü) der nicht inkubierten Kontrollzellen, der Calcium- und der EDTA-inkubierten Zellen so-

wie 30 µg Zellprotein der Pellets (P) und Überstände (Ü) der Digitonin-inkubierten Zellen wurden in 

reduziertem Zustand auf ein 12% Polyacrylamidgel aufgetragen, mit Hilfe der Western Blot-

Methode analysiert und über ein ECL-System detektiert. Abbildung 30 zeigt eine repräsentativen 

Western Blot von CHO Anx VI-Zellen aus dieser Versuchsreihe.

Abb. 30 : Calcium- und cholesterinabhängige Lokalisation von Annexinen in Triton X-100 unlöslichen 
Membranen von CHO Anx VI-Zellen
1 x 106 CHO Anx VI-Zellen wurden auf Ø 15cm Petrischalen ausplattiert und über Nacht mit Digitonin 
(0,5 µg/ml) inkubiert (vgl. Kap. 2.2.1). Nachfolgend wurden die Zellen mit dem in Kapitel 2.2.5.2 be-
schriebenen Verfahren mit PBS gewaschen und in Triton X-100-haltigem MES-Puffer mit einem Douncer 
aufgearbeitet (Brown and Rose, 1992; Mendez et al., 2001). Die lysierten Zellen wurden 20 Minuten bei 
4°C zentrifugiert, der Überstand verworfen und das Triton X-100 unlösliche Pellet in Triton X-100-
haltigem Hepes-Puffer resuspendiert (vgl. Kap. 2.2.5.2). Parallel aufgearbeitete, unbehandelte CHO Anx 
VI-Zellen wurden während der Aufarbeitung in MES-haltigem Puffer zusätzlich mit Ca2+ (50 µM) oder 
EDTA (5mM) inkubiert, zentrifugiert und das Pellet in Hepes-Puffer resuspendiert (vgl. Kap. 2.2.5.2). Die 
Inkubation mit Digtonin (0,5 µg/ml) führte zu keiner Veränderung des Zellwachstums.   
Jeweils 50 µg Zellprotein der Pellets (P) und Überstände (Ü) der Kontrollzellen, der Calcium- und der ED-
TA-inkubierten Zellen sowie 30 µg Zellprotein der Pellets (P) und Überstände (Ü) der Digitonin-
inkubierten Zellen wurden auf ein 12% Polyacrylamidgel aufgetragen, mit Hilfe der Western Blot-Methode 
analysiert und über ein ECL-System detektiert. Dem biotinylierten Proteingrößenmarker entsprechend sind 
Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die Antikörperinkubation erfolgte mit anti-Annexin VI, 
anti-Annexin II und anti-Caveolin (polyklonal) Antikörpern. 

In nicht inkubierten CHO Anx VI-Zellen der Versuchsreihe konnten sowohl Annexin VI als auch 

Annexin II in Triton X-100 unlöslichen Membranabschnitten, d.h. im Bereich von Lipid Rafts und 

Caveolae, nachgewiesen werden („Pellet“, vgl. Abb. 30). Ebenso waren beide Proteine im Über-

stand, den Triton X-100 löslichen Membranabschnitten, zu ermitteln. Das zur Kontrolle detektierte 
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Markerprotein der Caveolae, Caveolin, war unter allen Inkubationsbedingungen im Pellet (Triton X-

100 unlösliche Membranbereiche) und damit in cholesterinreichen Membran-bereichen zu finden. 

Die Versuche bestätigten für Annexin VI deutlich eine Ca2+-induzierte (50 µM) Translokation an 

Triton X-100 unlösliche Membranfraktionen (vgl. Abb. 30, Annexin VI-Verteilung im Überstand,  

mit und ohne Ca2+-Inkubation). Die Calciumabhängigkeit der Membranassoziation von Annexin VI 

mit Triton X-100 unlöslichen Membranen bestätigte sich auch nach einer Inkubation von CHO Anx 

VI-Zellen mit 5 mM EDTA, danach waren keine Annexin VI-Proteine mehr in Triton X-100 unlösli-

chen Membranabschnitten (Pellets), d.h. im Bereich Lipid Rafts/Caveolae, nachweisbar. Auch für 

Annexin II-Proteine konnte ebenfalls eine EDTA-abhängige Bindung an Triton X-100 unlösliche 

Membranen nachgewiesen werden (vgl. Verteilung von Annexin II in EDTA-haltigen und unbehan-

delten Proben). Allerdings ließ sich die Ca2+-induzierte (50 µM Ca2+) Translokation des Proteins 

nicht in der Intensität wie für Annexin VI zeigen. (vgl. Abb. 30, Verteilung von Annexin II in Pellets 

von Ca2+-inkubierten und unbehandelten Proben).

Durch Inkubation der Zellen mit Digitonin (0,5 µg/ml), das den Cholesteringehalt in der Zellmem-

bran verringert, konnte für Annexin VI keine cholesterinabhängige Lokalisation in Triton X-100 un-

löslichen Pellets gezeigt werden. Im Gegensatz dazu führte die Inkubation mit Digitonin zu einer si-

gnifikanten Abnahme der Annexin II-Konzentration in Triton X-100 unlöslichen Membranregionen 

(Pellets). Damit scheint die Inkubation von CHO Anx VI-Zellen mit Digitonin (0,5 µg/ml Digitonin) 

zu keiner Translokation von Annexin VI aus Triton X-100 unlöslichen Pellets zu führen. Die Vertei-

lung von Annexin VI war, im Gegensatz zu Annexin II, durch Variation der Cholesterinkonzentrati-

on in diesem experimentellen System nicht beeinflussbar. Eindeutig ist die Anreicherung mit Caveo-

lin, dem Markerprotein von Lipid Rafts/Caveolae, in Triton X-100 unlöslichen Membranabschnitten 

(„Pellets“) bei allen Inkubationen und bei Kontrollzellen zu erkennen. Bei der Interpretation der Er-

gebnisse ist zu beachten, dass durch das experimentelle Vorgehen 1/10 des Membranpellets, aber nur 

1/1000 des Überstandes in dem Western Blot zu sehen sind.

Abb. 31 : Calcium- und cholesterinabhängige Lokalisation von Annexinen in Triton X-100 unlöslichen 
Membranen von CHO WT-Zellen.
Experimentelles Vorgehen wie in Abb. 30, jedoch wurden CHO WT-Zellen inkubiert.
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Deutliche Unterschiede in der Lokalisation ergaben sich durch Vergleich der Verteilung von Annexi-

nen in CHO WT- mit CHO Anx VI-Zellen (vgl. Abb. 30 u. Abb. 31). Bei den nicht inkubierten 

CHO WT-Kontrollzellen (vgl. Abb. 31) konnte Annexin VI nicht im Pellet, d.h. in Triton X-100 un-

löslichen Membranbereichen (dem Bereich der Lipid Rafts/Caveolae), nachgewiesen werden. Dies 

gilt ebenfalls für Annexin II. Der Überstand (Triton X-100-lösliche Abschnitte) enthielt dagegen so-

wohl Annexin VI als auch Annexin II in hoher Konzentration. Möglicherweise führt die Überexpres-

sion von Annexin VI in CHO Anx VI-Zellen (vgl. Abb. 30) zu einer stärkeren Anreicherung von 

Annexin VI in Lipid Rafts bzw. Caveolae als in CHO WT-Zellen. Nach Inkubation von CHO WT-

Zellen mit Digitonin (vgl. Abb. 31) konnten kaum inkubationsbedingte Veränderungen in der Lokali-

sation von Annexin VI und Annexin II ermittelt werden (vgl. Anx VI- und Annexin II-Proteinbande 

des Pellets nach Digitonin-Inkubation im Vergleich mit entsprechenden Banden nicht inkubierter 

CHO WT-Zellen). 

Die Inkubation von CHO WT-Zellen mit 50 µM Ca2+ bestätigte die calciuminduzierte Translokation 

von Annexinen in Triton X-100 unlösliche Membranregionen. Dies konnte sowohl für Annexin VI 

als auch in ausgeprägterer Form für Annexin II gezeigt werden. Nach der Inkubation von CHO WT-

Zellen mit EDTA (5 mM) sind weder Annexin VI noch Annexin II, die calciumabhängig an Triton 

X-100-unlösliche Membranen binden, in Triton X-100 unlöslichen Membranbereichen (Lipid 

Rafts/Caveolae) nachzuweisen. Unter allen Bedingungen zeigte das Caveolin-Kontrollsignal keine 

signifikanten inkubationsbedingten Veränderungen.

Insgesamt ist mit dieser neu etablierten Methode die calciumabhängige Translokation sowohl von 

Annexin VI als auch von Annexin II in CHO Anx VI- sowie in CHO WT-Zellen bestätigt worden. 

Nach Inkubation der Versuchszellen mit Digitonin (0,5 µg/ml) ergab sich für Annexin II eine chole-

sterinabhängige Bindung an Triton X-100 unlösliche Membranfraktionen in CHO Anx VI-Zellen. 

Annexin VI wurde dagegen in seiner Membranaffinität in cholesterinreichen Membranabschnitten 

(„Pellets“) in CHO Anx VI-Zellen von Digitonin nicht beeinflußt.

3.8.2 Einfluß von Calcium und Cholesterin auf die Lokalisation von p120GAP, SR-BI und 
p21-Ras in CHO Anx VI-Zellen 

Die in Kapitel 3.8.1 erzielten Ergebnisse sollten dahingehend überprüft werden, ob eine Beeinflus-

sung der Calcium- oder Cholesterin-Konzentration in CHO Anx VI-Zellen zu Veränderungen in der 

Lokalisation von p120GAP, SR-BI oder p21-Ras führt. Der Scavenger-Rezeptor-BI (SR-BI) ist - wie 

in Kapitel 1.1.4 beschrieben - ein in Lipid Rafts/Caveolae nachgewiesenes 57 kDa Protein, das se-

lektiv die Aufnahme von Cholesterin aus High Density Lipoproteinen (HDL) in die Zelle (Babitt et 

al., 1997) als auch vermutlich den Efflux zellulären Cholesterins aus der Zelle vermittelt (Ji et al., 

1997). Da Caveolin und SR-BI in verschiedenen Zellen in Abhängigkeit von der Cholesterinkonzen-

tration exprimiert werden (Fielding und Fielding, 1997), sollte die Lokalisation des Rezeptors nach 

Beeinflussung des Cholesteringehaltes durch Digitonin hier gesondert untersucht werden. 

In Kapitel 1.2.3.1 wurde bereits auf die mögliche Bedeutung von Lipid Rafts bzw. Caveolae bei der 

Regulation der p21-Ras vermittelten Signaltransduktion hingewiesen. Die Lokalisation der Proteine 

p21-Ras und p120GAP ist deshalb von besonderem Interesse, als für Annexin VI eine Interaktion mit 
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CHO-Anx-VI-Zellen:

dem Ras-spezifischen GTPase-aktivierenden Protein p120GAP nachgewiesen wurde und Annexin VI 

damit eine Funktion im Rahmen der zellulären Signaltransduktion zukäme (Davis et al., 1996;  

Chow et al., 2000). Da p120GAP die Aktivität von p21-Ras reguliert (Chow et al., 2000), sollte die 

Verteilung beider Proteine in den Fraktionen analysiert werden.

Für das Experiment wurden die Proben des Experiments aus Abb. 30 nach der in Kapitel 2.2.5.2 

beschriebenen Methode aufgearbeitet und mittels 12%-SDS-PAGE und anschließender Western 

Blot-Analyse untersucht. Danach erfolgte eine Analyse der SR-BI-, p21-Ras- und p120GAP-

Lokalisation in Triton X-100 löslichen und unlöslichen Fraktionen.

Abb. 32 : Einfluss von Calcium und Cholesterin auf die Lokalisation von p120GAP, SR-BI und p21-Ras in 
CHO Anx VI-Zellen
Die Proben des Experimentes aus Abb. 30 wurden über 12%-SDS-PAGE aufgetrennt, einer Western Blot-
Analyse unterzogen und mit dem ECL-System detektiert. Dem biotinylierten Proteingrößenmarker entspre-
chend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die Antiköperinkubation erfolgte mit anti-
p120GAP, anti-SR-BI und anti-p21-Ras. (Ü = Überstand – Triton X-100 lösliche Fraktionen; P = Pellet –
Triton X-100 unlösliche Faktionen – Bereich der Lipid Rafts/Caveolae). 

In unseren Experimenten ließ sich für nicht inkubierte Kontrollzellen, EDTA- und Ca2+-inkubierte 

CHO Anx VI-Zellen die gleichsinnige Verteilung von p120GAP (als ein Ras-spezifisches GTPase-

aktivierendes Protein) und p21-Ras zeigen (vgl. Abb. 32). Wir konnten p21-Ras und p120GAP aus-

schließlich im Überstand (Triton X-100 lösliche Fraktionen) sowohl der EDTA-, der Ca2+- als auch 

der nicht-inkubierten CHO Anx VI-Zellen nachweisen. In Triton X-100 unlöslichen Membranab-

schnitten (Lipid Rafts/Caveolae) war unter diesen Inkubationsbedingungen weder p21-Ras noch 

p120GAP zu finden. Auffällig war jedoch, dass p21-Ras nach einer Digitonin-Inkubation nicht mehr 

im Überstand (Triton X-100-lösliche Fraktionen) nachzuweisen war. Im Gegensatz dazu konnte 

p120GAP auch nach einer Digitonin-Inkubation im Überstand detektiert werden.

Bei der Analyse der SR-BI-Verteilung in CHO Anx VI-Zellen konnte das Protein ausschließlich in 

Triton X-100 löslichen Abschnitten (Ü) nachgewiesen werden. Es kam weder bei einer EDTA- (5 

mM) noch bei einer Calcium-Inkubation (50 µM) zu einer veränderten Lokalisation von SR-BI. Die 

Inkubation mit Digitonin (0,5 µg/ml) zeigte ebenfalls ein deutliches Signal im Bereich der Triton X-

100 löslichen Fraktionen, ließ jedoch ein sehr schwaches Signal im Bereich Triton X-100-unlöslicher 
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Anx II (31 kDa)

Cav (22 kDa)

CHO-Anx-VI-Zellen:
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-            CaCl2 CaCl2 CaCl2 EDTA           Digitonin

50 µM     250 µM 500 µM 5 mM 5 µg / ml

Membranbereiche erkennen. Zusammenfassend konnte für die Lokalisation von p120GAP in Triton X-

100 löslichen oder unlöslichen Membranabschnitten keine Cholesterin- oder Calciumabhängigkeit 

nachgewiesen werden. p21-Ras zeigte ebenfalls keine Calciumabhängigkeit, war aber nach einer Di-

gitonin-Inkubation nicht mehr in Triton X-100 löslichen Fraktionen (Ü) zu bestimmen. SR-BI konnte 

unter allen Inkubationsbedingungen ausschließlich im Überstand, d.h. in Triton X-100 löslichen Ab-

schnitten, nicht in Lipid Rafts/Caveolae nachgewiesen werden.

3.8.3 Einfluß von Calcium auf die Annexin VI-Lokalisation in Triton X-100 unlöslichen 
Membranen 

Diesem Experiment liegt die Frage zugrunde, ob das Ausmaß der bereits in Kapitel 3.8.1 gezeigten 

calciumabhängigen Translokation von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae von der Höhe der Calci-

um-Inkubation abhängig ist, und ob diese Abhängigkeit auch mit der neu etablierten Methode zur 

Triton X-100 Solubilsation zu zeigen ist. Die bei den Experimenten in Kapitel 3.8.1 eingesetzte Cal-

cium-Konzentration betrug 50 µM und führte lediglich zu einer teilweisen Translokation von Anne-

xin VI in Lipid Rafts/Caveolae-Membranregionen. 

Für die Versuche wurden 1 x 106 CHO Anx VI-Zellen auf Ø 15 cm nach der in Kapitel 2.2.1 be-

schriebenen Methode kultiviert und während der Membranpräparation entsprechend der oben eta-

blierten Methode der Triton X-100-Solubilisation (vgl. Kap. 3.8.1, Brown and Rose, 1992; Mendez 

et al., 2001) mit 50 µM, 250 µM und 500 µM Ca2+ inkubiert. Proben der mit EDTA (5 mM) und 

Digitonin (0,5 µg/ml) inkubierten CHO Anx VI-Zellen des Experimentes aus Kapitel 3.8.1 dienten 

als Vergleich und wurden ebenfalls mittels Western Blot sowie ECL-System analysiert.   

Abb. 33 : Calciumabhängige Lokalisation von Annexin VI in Triton X-100 unlöslichen Membranen von 
CHO Anx VI-Zellen. 
1 x 106 CHO Anx VI-Zellen wurden auf Ø 15cm Petrischalen kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1). Nach 24 Stunden 
wurden die Zellen mit dem in Kapitel 2.2.5.2 beschriebenen Verfahren aufgearbeitet. Dabei wurden die 
Versuchszellen während der Präparation mit 50, 250 und 500 µM Ca2+ inkubiert (vgl. Kap. 2.2.5.2). Proben 
Digitonin-inkubierter (0,5 µg/ml) und EDTA-inkubierter CHO Anx VI-Zellen des Experimentes aus Kapi-
tel 3.8.1 dienten als Vergleich. Jeweils 50 µg Zellprotein der Pellets (P) und Überstände (Ü) der Kontroll-
zellen, der Calcium- und der EDTA-inkubierten Zellen sowie 30 µg Zellprotein der Pellets (P) und Über-
stande (Ü) der Digitonin-inkubierten Zellen wurden auf ein 12% Polyacrylamidgel aufgetragen, mit Hilfe 
der Western Blot-Methode und dem ECL-System analysiert. Dem biotinylierten Proteingrößenmarker ent-
sprechend sind Molekulargewichtsmarkierungen (kDa) angegeben. Die Antiköperinkubation erfolgte mit 
anti-Annexin VI, anti-Annexin II und anti-Caveolin-Antikörpern. 
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Bei nicht inkubierten CHO Anx VI-Zellen konnte Annexin VI sowohl in Triton X-100 löslichen 

(„Ü“) als auch in unlöslichen Membranfraktionen („P“) in vergleichbarer Konzentration nachgewie-

sen werden (vgl. Abb. 33). Annexin II ließ sich ebenfalls sowohl im Überstand, d.h. in Triton X-100 

löslichen Fraktionen, als auch im Pellet (Triton X-100 unlöslichen Abschnitten) detektieren. Im Pel-

let der Triton X-100 unlöslichen Fraktionen war dagegen weniger Annexin II-Protein nachweisbar 

als im Überstand. Das Markerprotein der Lipid Rafts/Caveolae Caveolin ließ sich in relativ geringer 

Konzentration im Pellet nachweisen. 

Bei der Membranpräparation von CHO Anx VI-Zellen mit 50 µM Ca2+ bleibt der größte Teil der 

Annexin VI-Proteine im Überstand, d.h. in der Triton X-100 löslichen Fraktion, nachweisbar. Nur 

ein Teil der Annexin VI-Proteine ist in Triton X-100 unlöslichen Membranfraktionen (Pellet) nach-

weisbar. Für die Protein-Lokalisation von Annexin II gilt dies in vergleichbarer Weise. Caveolin ließ 

sich auch hier in relativ geringer Konzentration in der Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae nachwei-

sen. 

Nach der Inkubation mit 250 µM Ca2+ konnte nun der größte Anteil der Annexin VI-Proteine in den 

Triton X-100 unlöslichen Membranpellets (Lipid Rafts/Caveolae) nachgewiesen werden. Im Ver-

gleich dazu waren im Überstand signifikant weniger Annexin VI-Proteine zu detektieren. Auch für 

Annexin II zeigte sich das verschobene Verhältnis in der Lokalisation des Proteins. Im Gegensatz zu 

Annexin VI waren für Annexin II nach einer Inkubation mit 250 µM Ca2+ aber annähernd gleiche 

Proteinmengen in Triton X-100 unlöslichen (Pellet) wie in löslichen Membranfraktionen (Überstand) 

nachweisbar. Caveolin konnte bei dieser Inkubation in Triton X-100 unlöslichen Fraktionen in hoher 

Konzentation gefunden werden.

Eine Verdoppelung der Ca2+-Konzentration auf 500 µM während der Präparation führte zu keinem 

weiteren Anstieg der Protein-Konzentration von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae-

Membranregionen. Auch bei dieser Ca2+-Konzentration fiel das deutlich zu Gunsten der Triton X-

100 unlöslichen Fraktionen verschobene Annexin VI-Verhältnis auf. Für Annexin II konnte ebenfalls 

keine signifikante Veränderung der Lokalisation des Proteins im Vergleich mit den in einer Höhe von 

250 µM Ca2+ inkubierten CHO-Anx VI-Zellen ermittelt werden. Caveolin ließ sich in hoher Konzen-

tration ausschließlich in Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen nachweisen.  

Nach Inkubation der Versuchszellen mit EDTA während der Präparation konnte der bereits aus den 

vorherigen Experimenten bekannte Effekt für Annexin II und Annexin VI bestätigt werden. Beide 

Proteine waren nach einer EDTA-Inkubation (5 mM), d.h. nach Calciumentzug, nicht mehr in Triton 

X-100 unlöslichen Membranbereichen nachzuweisen und waren nach EDTA-Inkubation lediglich in 

Triton X-100 löslichen Fraktionen detektierbar. Die Kontrollbande für Caveolin zeigte das Protein 

auch hier vor allem im Pellet. 

Als Bestätigung des Experimentes aus Abb. 30 diente die Detektion von Annexin VI und Annexin II 

in Digitonin inkubierten CHO-Anx VI-Zellen. Nach einer Inkubation mit 0,5 µg/ml Digitonin konnte 

eine signifikante Translokation von Annexin II aus Triton X-100 unlöslichen (Pellet) in Triton X-100 

lösliche Membranfraktionen (Überstand) festgestellt werden. Im Vergleich dazu translozierte Anne-

xin VI bei dieser Digitonin-Konzentration (0,5 µg/ml) nicht in Triton X-100 lösliche Membranfrak-
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tionen und ließ sich weiterhin auch im Bereich von Lipid Rafts/Caveolae (Pellet) nachweisen. Nach 

Digitonin-Inkubation waren die zur Kontrolle detektierten Caveolin-Proteine ausschließlich im Pellet 

vorhanden. Bei den nicht inkubierten Kontrollzellen sowie bei den während der Präparation mit 50 

µM Ca2+ inkubierten CHO Anx VI-Zellen wurde scheinbar weniger Material gelelektrophoretisch 

aufgetrennt als in den anderen Spuren des Gels. Dies erklärt die vergleichsweise schwachen Protein-

banden der untersuchten Proteine. 

Zusammenfassend konnten wir mit der Methode der Triton X-100-Solubilisation deutlich die calci-

umabhängige Translokation von Annexin VI und Annexin II in Lipid Rafts/Caveolae-

Membranregionen zeigen. Durch Inkubation mit Digitonin bestätigte sich die Cholesterin-abhängige 

Bindung von Annexin II an Lipid Rafts/Caveolae. Annexin VI zeigte keine von der Digitonin-

Inkubation abhängigen Veränderungen in der Lokalisation des Proteins. 

3.9 HDL3-vermittelte 3H-Cholesterin-Efflux-Experimente

Verschiedene Arbeiten (vgl. Kap. 1.3.2.3.2) geben Hinweise darauf, dass Annexin VI eine wichtige 

Rolle beim HDL3-vermittelten (High Density Lipoprotein) Ausschleusen von Cholesterin aus den 

Zellen spielen könnte, das vermutlich zu großen Teilen aus Lipid Rafts/Caveolae stammt. Mit den 

nachfolgenden Experimenten sollte die mögliche Funktion von Annexin VI bei dem HDL3-

stimulierbaren Cholesterin-Efflux untersucht werden.

3.9.1 Inhibitorischer Effekt von Annexin VI auf den HDL3-vermittelten Cholesterin-Efflux

Zur Charakterisierung der möglichen regulatorischen Funktion von Annexin VI in cholesterinreichen 

Membrandomänen sollten in dieser Versuchsreihe der HDL3-vermittelte Cholesterin-Efflux in CHO 

WT-, CHO Anx VI- und CHO Anx II-Zellen verglichen werden. Die Zellen wurden entsprechend der 

in 2.2.10.2 beschriebenen Methode über Nacht mit 3H-Cholesterin-LDL (50 µg/ml) inkubiert. Nach 

24 Stunden erfolgte die Inkubation der Versuchs-zellen mit HDL3 (100 µg/ml). Anschließend wurde 

der Anteil des freigesetzen und des in den Zellen verbliebenen 3H-Cholesterin bestimmt.

Abbildung 34 zeigt, dass nach einstündiger Inkubation mit HDL3 (100 µg/ml) je nach Zelllinie 18-

24% des internalisierten 3H-Cholesterins aus den Zellen ausgeschleust worden ist, nach 2 Stunden 

23-26% , nach 4 Stunden 26-33% und nach 6 Stunden 33-38%. Der Anstieg des Cholesterin-Efflux 

für die Zellreihen ist in den einzelnen Abschnitten mehr oder weniger stark ausgeprägt. Besonders 

deutlich erscheinen die Unterschiede im HDL3-vermittelten Cholesterin-Efflux zwischen CHO Anx 

VI- und CHO WT-Zellen. Abbildung 34 (B) stellt die experimentellen Daten zur besseren Übersicht 

in einer anderen Darstellungsweise zusammen. Dabei werden die zunehmenden Cholesterin-Efflux-

Raten über die Zeit für alle Zellreihen nochmals hervorgehoben. CHO Anx VI-Zellen zeigten syn-

chron geringere HDL3-vermittelte Cholesterin-Efflux-Raten als CHO WT-Zellen. Diese Ergebnisse 

konnten in weiteren Experimenten mehrfach bestätigt werden. Im Gegensatz dazu wiesen CHO Anx 

II-Zellen einen uneinheitlichen 3H-Cholesterin-Efflux im Vergleich mit Kontrollzellen (CHO WT-

Zellen) auf. Bei 1-, 2- und 4-stündiger HDL3-Inkubation zeigten CHO Anx II-Zellen eine im Ver-

gleich zu Kontrollzellen unterdurchschnittliche Effluxrate, nach 6 Stunden liegen die 3H-Cholesterin-
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Effluxdaten über dem Niveau für CHO WT-Zellen. Nicht HDL3-inkubierte Zellen wiesen gleiche 

passive Abgaberaten für Cholesterin auf, alle Zellreihen zeigten vergleichbare Aufnahmeraten von 
3H-LDL-Cholesterin (Grewal et al., 2000).

Abb. 34 : Vergleich des HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux in CHO WT-, CHO Anx VI- und
CHO Anx II-Zellen
(A) 1 x 105 CHO WT-Zellen pro ml wurden auf 12-well Zellkulturschalen ausplattiert und nach der in Ka-
pitel 2.2.1 beschriebenen Methode für 24 Stunden kultiviert. Nach 24 Stunden erfolgte ein PBS-
Waschschritt und die Vorinkubation der Zellen in 10%-LPDS-haltigem Nährmedium (vgl. Kap. 2.2.10.2). 
Anschließend erfolgte die Inkubation der Zellen mit 3H-Cholesterin-LDL (50 µg/ml für 24 Stunden bei 
37°C. Nach Entfernung nicht aufgenommener und unspezifischer Radioaktivität wurde der 3H-Cholesterin-
Efflux aus den Zellen danach mit einem an HDL3 (100 µg/ml)) angereicherten 10%-LPDS-
Zellkulturmedium induziert. Nach einer Inkubationsdauer von 1, 2, 4 und 6 Stunden wurde das Nährmedi-
um zur Bestimmung des an das Medium abgegebenen 3H-Cholesterins in Zählröhrchen überführt. Zur Be-
stimmung des 3H -Cholesterins, das in den Zellen verblieben war, wurden die Zellen nachfolgend mit 1 ml 
0,1 N NaOH pro Well vom Boden der Mehrfachzellkulturschalen gelöst und die Radiaktivität in Zählröhr-
chen szintillatorisch bestimmt. Nach der Bestimmung der zellassoziierten und nicht-zellassoziierten Radio-
aktivität wurden die ermittelten Werte auf cpm/µg (counts per minute) Zellprotein korrigiert. Die Grafik 
zeigt den aus den Daten rechnerisch ermittelten 3H-Cholesterin-Efflux. 
(B) Prozentualer Cholesterin-Efflux in Zellen des obigen Experiments in anderer Darstellungsweise. 
Die Messwerte der Darstellungen ergeben sich als Mittelwerte von zwei unabhängigen Experimenten, bei 
denen jeweils eine dreifache Bestimmung durchgeführt wurde (Die Standardabweichungen sind in Abb. 34 
(B) mitaufgetragen). 

Insgesamt wiesen alle Zellreihen eine steigende 3H-Cholesterin-Efflux-Rate über die Versuchszeit 

von insgesamt 6 Stunden auf. Die geringeren 3H-Cholesterin-Efflux-Raten von CHO Anx VI-Zellen 

im Vergleich zu CHO WT-Zellen deuten auf die inhibitorische Wirkung einer Überexpression von 

Annexin VI auf den HDL3-vermittelten Cholesterin-Efflux hin. Die Efflux-Raten für CHO Anx II-

Zellen sind abhängig von der Zeitdauer der Inkubation mit HDL3 und ließen keine verlässliche Inter-

pretation zu. 
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3.9.2 Einfluss einer EDTA-Inkubation auf den 3H-Cholesterin-Efflux in CHO WT- und 
CHO Anx VI-Zellen 

Die Ergebnisse aus 3.9.1 dienten als Grundlage, um in einem weiteren Experiment den Einfluß eines 

Calcium-Entzuges durch Zusatz des Ca2+-Chelators EDTA (Ethylendiamin-tetraacetat) auf den

HDL3-vermittelten Cholesterin-Efflux von CHO Anx VI- und CHO WT-Zellen vergleichen zu kön-

nen. EDTA verringert die Calcium-Konzentration im Zytosol der Zellen. Da Annexin VI calciumab-

hängig an Lipid Rafts/Caveolae binden kann, kommt es in den mit EDTA inkubierten Zellen zu einer 

reduzierten Affinität von Annexin VI mit Lipid Rafts/Caveolae und anderen Membranen. Die ED-

TA-inkubierten Zellen könnten somit aufgrund einer veränderten Annexin VI-Lokalisation eine ver-

änderte Cholesterin-Efflux-Rate aufweisen gegenüber Vergleichszellen ohne EDTA-Inkubation. Die 

Effekte sind in Abbildung 35 dargestellt.

Für das Experiment erfolgte zunächst eine Präinkubation von CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen 

mit LPDS-haltigem Zellkulturmedium entsprechend der in Kapitel 2.2.10.2 beschriebenen Methode. 

Daran schloß sich eine 24-stündige Inkubation mit 3H-LDL-Cholesterin (50 µg/ml) an. Sodann wur-

de das radioaktive Zellkulturmedium verworfen und den Zellen für 1, 2, 4 oder 6 Stunden HDL3

(100 µg/ml) in LPDS-haltigem Medium als extrazellulären Akzeptor für internalisiertes 3H-

Cholesterin angeboten. 

Abb. 35 : Vergleich des HDL3 -induzierten Cholesterin-Efflux in CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen nach 
EDTA-Inkubation 
(A) 1 x 105 CHO WT-Zellen und CHO Anx VI-Zellen pro ml wurden auf 12-well Zellkulturschalen kulti-
viert und entsprechend der in Kapitel 2.2.10.2 beschriebenen Methode mit 3H-LDL-Cholesterin (50 µg/ml) 
inkubiert. Nach Entfernung nicht zellassoziierter Radioaktivität wurde der 3H-Cholesterin-Efflux aus den 
Zellen anschließend mit HDL3 (100 µg/ml) induziert. Das Medium wurde zusätzlich bei einer Versuchsrei-
he mit 5 mM EDTA (Ethylendiamin-tetraacetat, 5mM) versetzt. Nach einer Inkubationsdauer von 1, 2, 4 
und 6 Stunden wurde das Nährmedium zur Bestimmung des in das Medium abgegebenen 3H-Cholesterins 
in Zählröhrchen überführt. Die Zellen wurden nachfolgend mit 1 ml 0,1 N NaOH pro Well vom Boden der 
Mehrfachzellkulturschalen gelöst, in Zählröhrchen überführt und die Radiaktivität szintillatorisch bestimmt 
(vgl. Kap. 2.2.10.2). Anschließend wurden die ermittelten Werte auf cpm (counts per minute) pro µg Zell-
protein korrigiert.. Die Grafik zeigt den aus den Daten berechneten 3H-Cholesterin-Efflux.
(B) Zeigt die Messergebnisse des obigen Experiments in anderer Darstellung. 
Die Messwerte ergeben sich als Mittelwerte dreier Messwerte aus zwei Experimenten (Standardab-
weichungen sind in Abb. 35 B aufgetragen). 
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Es zeigte sich mit zunehmender HDL3-Inkubationsdauer ein Anstieg des HDL3-induzierten Choleste-

rin-Efflux (vgl. Abb. 35 A und B). Nach einer Inkubationsdauer mit HDL3 von einer Stunde konnten 

ca. 25%, nach 2 Stunden ca. 30%, nach 4 Stunden ca. 39% und nach 6 Stunden ca. 59% des interna-

lisierten 3H-Cholesterins im Medium der nicht EDTA-inkubierten CHO WT-Zellen nachgewiesen 

werden. In EDTA angereichertem Medium kultivierte CHO WT-Zellen zeigten für alle Inkubations-

zeiten signifikant höhere 3H-Cholesterin-Efflux-Raten als nicht inkubierte Zellen. 

CHO Anx VI-Zellen ergaben ebenfalls eine von der Inkubationsdauer mit HDL3 abhängige Choleste-

rin-Efflux-Rate. So stieg der HDL3-vermittelte Cholesterin-Efflux in diesen Zellen von ca. 27% nach 

einstündiger HDL3-Inkubation auf Werte von ca. 53% nach 6 Stunden. Auch in CHO Anx VI-Zellen 

führte die Kultivierung in EDTA-angereichertem Medium im Vergleich mit nicht EDTA inkubierten 

CHO Anx VI-Zellen zu erhöhtem Cholesterin-Efflux bei allen Inkubationszeiten. 

Der HDL3-stimulierbare 3H-Cholesterin-Efflux in CHO Anx VI-Zellen ist vergleichsweise zu CHO 

WT-Zellen geringer. Dies bestätigt Ergebnisse von Efflux-Studien aus Kapitel 3.9.1. CHO WT-

Zellen waren nach EDTA-Inkubation mit einem ca. 10 – 15% erhöhten 3H-Cholesterin-Efflux ge-

genüber den Kontrollzellen durch einen deutlicheren prozentualen Zuwachs gekennzeichnet als ED-

TA-inkubierte CHO Anx VI-Zellen, die lediglich einen ca. 5 – 10% erhöhten 3H-Cholesterin-Efflux 

aufwiesen. 

Zusammenfassend zeigten CHO WT-Zellen im Vergleich mit CHO Anx VI-Zellen einen geringeren 
3H-Cholesterin-Efflux. Die Kultivierung von CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen in EDTA angerei-

chertem Zellkulturmedium führte zu einem signifikant erhöhten 3H-Cholesterin-Efflux in den Zellen. 

3.9.3 HDL3-induzierter 3H-Cholesterin-Efflux in Lipid Rafts/Caveolae 

Bisher ist über die Herkunft des Cholesterins, das auf cholesterinarme HDL-Partikel übertragen 

wird, wenig bekannt. Es könnte sowohl aus cholesterinreichen Lipid Rafts/Caveolae als auch aus 

anderen Regionen der Plasmamembran stammen. Um ein sensitiveres Verfahren zum Nachweis von 

LDL-Cholesterin in Lipid Rafts/Caveolae zu entwickeln als dies mit der nicht-radioaktiven Methode 

des Kapitels 3.6 möglich war, wurden in dem folgenden Experiment CHO WT-Zellen auf Ø 15 cm 

Zellkulturschalen kultiviert und über Nacht mit 50 µg/ml 3H-Cholesterin-LDL inkubiert. Nach Ver-

werfen nicht zellassoziierter Radioaktivität wurden die Zellen für 3, 6, 9 und 12 Stunden mit HDL3

(30 µg/ml) inkubiert und im Optiprep®-Gradienten durch Ultrazentrifugation aufgetrennt. Anschlie-

ßend wurde der Anteil des 3H-Cholesterins in den Lipid Rafts/Caveolae bestimmt. Eine Kontrollzell-

gruppe wurde nicht HDL3-inkubiert und diente als „Nullwert“, d.h. Radioktivität ohne HDL3-

Inkubation. Aliquots der Fraktionen wurden zur Proteinbestimmung herangezogen (Lowry et al., 

1951) zwecks Angleichung der gemessenen Radioktivität auf cpm (counts per minute) pro µg Zell-

protein.

Abbildung 36 (A) zeigt, dass die Inkubation von CHO WT-Zellen mit 3H-Cholesterin-LDL zu einer 

Anreicherung von 3H-Cholesterin in Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 2 – 3) und in „schweren 

Membranen“ (Fraktionen 6 – 9) der nicht HDL3-inkubierten Zellen (0h, Kontrollwert, Abb. 35 A) 

führt. Bereits nach 3-stündiger Inkubation mit HDL3 konnte eine drastische Reduktion von 3H-
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Cholesterin sowohl in Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 2 – 3 ) als auch in den „schweren Membra-

nen“ (Fraktionen 6 – 9) beobachtet werden (Abb. 36 A). Nach 6-stündiger HDL3-Inkubation ergab 

sich eine zunehmende Reduktion des 3H-Cholesterins nur in Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen. Eine 

fortgesetzte HDL3-Inkubation führte zu keiner weiteren Reduktion von 3H-Cholesterin in Lipid 

Rafts/Caveolae-Fraktionen. In den Fraktionen der „schweren Membranen“ konnten für die 3 – 12-

stündige HDL3-Inkubation relativ gleich hohe 3H-Cholesterin-Konzentrationen ermittelt werden.

Abb. 36 : 3H-Cholesterin-Verteilung in CHO WT-Zellen nach HDL3-Inkubation 
1 x 107 CHO WT-Zellen wurden auf Ø 15-cm Zellkulturschalen kultiviert (vgl. Kap. 2.2.1). Nach 24 h er-
folgte die Inkubation der Zellen mit 3H-Cholesterin-LDL (50 µg/ml) in 10%-LPDS-haltigem Zellkulturme-
dium über Nacht (vgl. Kap. 2.2.10.3). Um die Aufnahme des mit 3H-Cholesterin markierten LDL zu er-
leichtern, wurde jede Petrischale zusätzlich um jeweils 100 µl unmarkiertes LDL (50 µg/ml) ergänzt. Nach 
Entfernung nicht zellassoziierter Radioaktivität wurde der 3H-Cholesterin-Efflux aus den Zellen anschlie-
ßend mit einem an HDL3 (30 µg/ml) angereicherten 10%-LPDS-Zellkulturmedium induziert. Nach einer 
Inkubationsdauer von 3, 6, 9 und 12 Stunden wurden die Zellen nach der in Kapitel 2.2.5.1 beschriebenen 
Methode aufgearbeitet und fraktioniert. Die Verteilung des internalisierten 3H-Cholesterins in den Fraktio-
nen des Gradienten wurde ermittelt. Nach Bestimmung der zellassoziierten und nicht-zellassoziierten Ra-
dioaktivität wurden die Messwerte auf cpm (counts per minute) pro µg Zellprotein korrigiert.
(A) 3H-Cholesterin in den Fraktionen 1 - 10 des Optiprep®-Gradienten. Die erwartete Position der Lipid 
Rafts/Caveolae liegt zwischen den Fraktionen 2 und 3 („Lipid Rafts“). 
(B) Vergleichende Darstellung des 3H-Cholesterin-Efflux (%) in Lipid Rafts/Caveolae (Fraktionen 1 – 5) 
und „schweren Membranfraktionen“ (Fraktionen 6 – 9) mit den Daten aus (A) bezogen auf den Gesamt-
Cholesterin-Efflux.

Abbildung 36 B veranschaulicht, dass mit zunehmender HDL3-Inkubationsdauer (6 – 12 Stunden) 

der 3H-Cholesterin-Anteil in den Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae kontinuierlich abfällt. Dage-

gen konnte in den Bodenfraktionen des Gradienten nach 3 Stunden HDL3-Inkubationsdauer keine 

weitere Abnahme von 3H-Cholesterins festgestellt werden. Die unterschiedlichen Kinetiken für die 

beiden 3H-Cholesterinpools weisen auf deren unterschiedliche Beteiligung am HDL-induzierbaren 

Cholesterin-Efflux hin.  
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4 Diskussion

Zahlreiche Autoren haben in den letzten Jahren die Funktion von Annexin VI bei der Rezeptor-

vermittelten Endozytose untersucht (Grewal et al., 2000; Kamal et al., 1998; vgl. auch Kap. 1.3). 

Neben dieser gut beschriebenen Rolle von Annexin VI deuten einige Arbeiten (Babiychuk und Drae-

ger, 2000; Lecat et al., 2000) auf eine zusätzliche Lokalisation und regulatorische Funktion von An-

nexinen in cholesterinreichen, Triton X unlöslichen Membrandomänen, sogenannten Lipid Rafts und 

Caveolae, hin (vgl. Kap. 1.3). Das zur Familie hochkonservierter calciumabhängiger, phospholipid-

bindender Proteine gehörende Annexin VI konnte dabei von einigen Autoren in Lipid Rafts bzw. Ca-

veolae nachgewiesen werden (Schnitzer et al., 1995; Orito et al., 2001; Babiychuk und Draeger, 

2000). Nachdem zwei Methoden zur Isolierung von Lipid Rafts bzw. Caveolae im Rahmen dieser 

Arbeit erfolgreich etabliert werden konnten, führte die Charakterisierung von Lipid Rafts und Caveo-

lae zur Identifikation der calciumabhängigen Bindung von Annexin VI an cholesterinreiche Mem-

brandomänen. Die sich anschließenden Experimente dienten dazu, einen möglichen Einfluss von An-

nexin VI auf die Struktur cholesterinreicher Membrandomänen zu untersuchen. Zusätzlich sollte 

überprüft werden, ob eine Beeinflussung der Struktur cholesterinreicher Membrandomänen durch 

Annexin VI oder durch Interaktion hiermit assoziierter Proteine, einen Einfluß auf den HDL-

stimulierbaren Cholesterin-Efflux in Caveolae besitzt. Die Experimente dieser Arbeit wurden mit 

CHO (Chinese Hamster Ovary) Zellen durchgeführt (CHO WT-Zellen), die sich durch eine geringe 

endogene Annexin VI-Expression auszeichnen (Grewal et al., 2000). Zum Vergleich der Ergebnisse 

wurden Annexin VI- sowie Annexin II-überexprimierende Zelllinien (CHO Anx VI- und CHO Anx 

II-Zellen) herangezogen.

4.1 Identifikation von Annexin VI in Lipid Rafts und Caveolae 

In einführenden Expressionsstudien (vgl. Kap. 3.1) wurde der Einfluß von Lipoproteinen auf die Ex-

pression von Annexinen, Caveolin und SR-BI in CHO Zellen studiert. In den Experimenten konnten 

durch Inkubation der Zellen mit LDL oder HDL in vivo keine signifikanten Einflüsse auf die Expres-

sion der untersuchten Proteine (Annexin VI, Annexin II, SR-BI und Caveolin) in CHO WT- und 

CHO Anx VI-Zellen gezeigt werden. In der Literatur sind für Caveolin und SR-BI Cholesterin-

abhängige Expressionsmuster beschrieben worden (vgl. Kap. 1.2.3.2 und Fielding und Fielding, 

2000; Fielding et al., 1997; Fielding und Fielding, 1997). Diese Daten basieren jedoch nicht auf der 

in unseren Experimeten eingesetzten CHO-Zelllinie. Möglicherweise werden die Proteine in CHO-

Zellen nicht cholesterinabhängig exprimiert. Zudem weichen die in anderen Arbeiten eingesetzten 

Methoden von der hier eingesetzten Präparation ab, sodass auch dies zu von der Literatur abwei-

chenden Ergebnissen geführt haben könnte. 

Im Anschluß an die einführenden Expressionsstudien wurden in der Arbeitsgruppe Grewal bisher 

nicht eingeführte biochemischen Methoden der Isolation von Lipid Rafts/Caveolae etabliert, um die 

Lokalisation und Verteilung von Annexin VI zu studieren. Neben der Methode zur Isolation von cho-

lesterinreichen Membranen (Lipid Rafts/Caveolae) im diskontinuierlichen Optiprep®-Gradienten 

(vgl. Kap. 3.2; Lafont et al., 1998) konnte in dieser Arbeit zusätzlich die „Triton X-100-
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Solubilisation“ nach der Methode von Brown and Rose für Lipid Rafts/Caveolae erfolgreich etablie-

ren (vgl. Kap. 3.8.1; Brown and Rose, 1992; Mendez et al., 2001).

Nach Ultrazentrifugation im Optiprep®-Gradienten konnten sowohl in CHO Anx VI- als auch in 

CHO Anx II-Zellen Regionen der Lipid Rafts/Caveolae in den Fraktionen 2 und 3 im Gradienten 

identifiziert werden (vgl. Kap. 3.2). Diese Fraktionen zeichneten sich durch Anwesenheit des Caveo-

lae-Markerproteins Caveolin (vgl. Abb. 12) sowie durch erhöhte Cholesterin- als auch gleichfalls 

erhöhte Phospholipid-Konzentrationen aus (vgl. Abb. 14). In den proteinreichen Bodenfraktionen des 

Gradienten („schwere“ Fraktionen, Fraktionen 7 – 10 im Gradienten) waren dagegen sowohl Plas-

mamembran-assoziierte Proteine wie Dynamin als auch Annexin VI, Annexin II und Caveolin in 

hoher Konzentration nachweisbar (vgl. Abb. 12). In den sehr proteinreichen bodennahen Fraktionen 

(7 – 10) sind neben Triton X-100 löslichen Proteinen z.B. auch Teile des Golgi-Apparates, endoso-

male Strukturen oder Teile der Plasmamembran angereichert (Lecat et al., 2000). Caveolin als Mar-

kerprotein von Caveolae ließ sich sowohl in cholesterinreichen Fraktionen als auch in den „schwe-

ren“ Fraktionen nachweisen. Dies könnte Arbeiten bestätigen, die dem Cholesterin-bindenden Protein 

Caveolin eine herausgehobene Stellung innerhalb des intrazellulären Transports von Cholesterin in 

Richtung Plasmamembran zuschreiben, indem es zwischen intrazellulären Strukturen wie Golgi-

Apparat, Lipid Rafts, Plasmamembran und Caveolae hin und her pendelt (Smart et al., 1996). 

Mit Hilfe einer zweiten alternativen und unabhängigen Methode zur Präparation von Lipid Rafts und 

Caveolae (Präparations-Methode nach Brown and Rose, 1992) konnten Lipid Rafts bzw. Caveolae 

in Triton X-100 unlöslichen Fraktionen von aufgearbeiteten CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen in 

hoher Konzentration nachgewiesen werden (vgl. Abb. 30 und 31). In Triton X-100 unlöslichen Be-

reichen ließ sich das Caveolae Markerprotein Caveolin in hohen Konzentrationen finden. Membran-

gebundenes Annexin VI wurde in CHO Anx VI-Zellen sowohl im Membranpellet (P), somit in Tri-

ton X-100 unlöslichen Strukturen (Lipid Rafts und Caveolae), als auch in Triton X-100 löslichen 

Abschnitten (Überstand [Ü]) in vergleichbarer Konzentration bestimmt. Annexin II-Proteine waren 

ebenfalls in Triton X-100 löslichen wie unlöslichen Fraktionen zu detektieren. Allerdings zeigte sich 

der überwiegende Teil von Annexin II-Proteinen im Überstand (Ü), d.h. in Triton X-100 löslichen 

Abschnitten. In CHO WT-Zellen sind im Gegensatz zu CHO Anx VI-Zellen Annexin VI-Proteine 

lediglich in Triton X-100 löslichen Abschnitten, jedoch nicht in Lipid Rafts/Caveolae-Regionen 

nachweisbar. Dies könnte darauf hindeuten, dass eine Annexin VI-Überexpression in den CHO Anx 

VI-Zellen möglicherweise zu einer Anreicherung von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae-Regionen 

führt. 

4.2 Modell der calciuminduzierten Proteintranslokation von Annexin-Proteinen in 
Lipid Rafts und Caveolae 

Annexine lassen sich durch eine calciumabhängige Bindung an vorzugsweise negativgeladene 

Phospholipide charakterisieren (vgl. Kap. 1.3 und Liemann und Huber, 1997; Huber et al., 1992). 

Für die Aktivierung von Annexin VI scheint ebenfalls die intrazelluläre Ca2+-Konzentration von ent-

scheidender Bedeutung zu sein. So führte die Charakterisierung cholesterinreicher Membrandomänen 

in dieser Arbeit zur Identifikation der Ca2+-abhängigen Assoziation von Annexin VI mit Caveolae 
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und intrazellulären Lipid Rafts (vgl. Kap. 3.3 und 3.8, vgl. Abb. 37). Die Ergebnisse deuten für An-

nexin VI und Annexin II auf unterschiedliche Membranaffinitäten in den betrachteten Versuchzellen 

hin. So translozierte bei einer Ca2+-Konzentration von 50 µM Ca2+ lediglich ein Teil, bei 250 µM 

Ca2+ dagegen über 50% der membranassoziierten Annexin VI-Proteine aus CHO Anx VI-Zellen in 

Lipid Rafts- bzw. Caveolae-Membranregionen. Im Gegensatz dazu war für eine vergleichbare 

Translokation von Annexin II-Proteinen in cholesterinreiche Membranregionen von CHO Anx VI-

Zellen eine weitaus höhere Ca2+-Konzentrationen (1 mM) erforderlich. Im Vergleich dazu konnte in 

Annexin II überexprimierenden CHO Anx II-Zellen erst ab einer Ca2+-Konzentration von 250 µM 

eine Translokation von Annexin VI in cholesterinreiche Membranregionen nachgewiesen werden. Es 

translozierte bei dieser Ca2+-Konzentration jedoch deutlich weniger als 50 % Annexin VI in choleste-

rinreiche Membranregionen (vgl. Kap. 3.3.2). 

Abb. 37 : Modell der calciumabhängigen Translokation von Annexin VI in cholesterinreiche Membrando-
mänen
Die Erhöhung der intrazellulären Calcium-Konzentration führt zu einer konsekutiven Translokation von 
Annexin VI-Proteinen in Lipid Rafts und Caveolae. Neben Annexin VI-Proteinen aus dem freien intrazellu-
lären Annexin VI-Proteinpool ist auch eine Translokation von Annexin VI-Proteinen aus endosomalen 
Kompartimenten (z.B. Frühe Endosomen, Späte Endosomen oder „Clathrin Coated Pits“) vorstellbar. Stei-
gende Calciumkonzentration (50 µM – 1 mM) führt zudem zu einem signifikanten Abfall der Cholesterin-
konzentration in Lipid Rafts/Caveolae-Membranregionen (nicht gezeigt).

Die Ca2+-abhängige Membranassoziation von Annexin VI ließ sich ebenfalls durch Inkubation der 

Zellen mit EDTA (Ethylendiamin-tetraacetat) bzw. EGTA (Ethylenglykol-bis-N,N,N`,N`-

tetraecetat) bestätigen. In diesen Experimenten waren nach Inkubation mit EDTA bzw. EGTA (5 

mM) bei allen untersuchten Zelllinien weder Annexin VI noch Annexin II im Bereich Lipid Rafts 

bzw. Caveolae nachzuweisen (vgl. Kap. 3.3). Mit den Experimenten konnte sowohl für Annexin VI 

als auch für Annexin II eindrucksvoll die calciuminduzierbare und EDTA-inhibierbare Assoziation 

mit cholesterinreichen Membrandomänen (Lipid Rafts/Caveolae) aufgezeigt werden. Während An-

nexin VI und Annexin II in Abhängigkeit von der Ca2+-Konzentration in Lipid Rafts/Caveolae nach-



94

zuweisen waren, diente die Membranassoziation von Caveolin mit Lipid Rafts/Caveolae als Kontrol-

le und ließ sich durch Ca2+- oder EDTA-Inkubationen nicht in der Membranaffinität beeinflussen. 

Mit der ebenfalls neu etablierten Präparationsmethode von Lipid Rafts und Caveolae nach Brown 

and Rose (Brown and Rose, 1992) konnten die calciuminduzierbare und EDTA-inhibierbare Asso-

ziation von Annexin VI mit cholesterinreichen Membrandomänen ebenso eindrucksvoll bestätigt 

werden (vgl. Kap. 3.8). Die parallel durchgeführte Untersuchung mit SR-BI führte zu einem bemer-

kenswerten Ergebnis. SR-BI wird in der Literatur als ein vermutlich in Caveolae lokalisierter Rezep-

tor beschrieben (Babitt et al., 1997), der eine wichtige Funktion beim Cholesterin-Efflux übernimmt 

(Krieger, 1999; vgl. auch Kap. 1.1.4). In den Experimenten des Kapitels 3.8 konnte SR-BI in Anne-

xin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen ausschließlich in Triton X-100 löslichen Bereichen 

nachgewiesen werden. Das Fehlen von SR-BI in Triton X-100 unlöslichen Fraktionen von CHO Anx 

VI-Zellen, d.h. in dem Bereich von cholesterinreichen Mebrandomänen, könnte eventuell auf eine 

veränderte Struktur der Caveolae und einer daraus möglicherweise veränderten Lokalisation von SR-

BI in diesen Zellen hindeuten. 

Für die Fraktionen des Optiprep®-Gradienten wurden zudem die Cholesterin- und Phospholipid-

Verteilung nach Calcium-Inkubation ermittelt (vgl. Kap. 3.3.1). Dabei führte die Ca2+-abhängige 

Assoziation von Annexin VI und Annexin II zu einer deutlichen Veränderung der Lipid-Komposition 

von Lipid Rafts bzw. Caveolae, die sich in einer veränderten Cholesterin- und Phospholipid-

Verteilung wiederspiegelt (vgl. Abb. 14). Mit zunehmender Höhe der Calcium-Inkubation kommt es 

hier zu einer signifikanten Abnahme der Cholesterinkonzentration in den Fraktionen der Lipid Rafts 

und Caveolae, während in den Regionen der „schweren Membranen“ am Boden des Gradienten diese 

Veränderungen in der Cholesterinkonzentration nach Calcium-Inkubation nicht nachgewiesen werden 

konnten.   

Für in vitro Membranassoziationen von Annexinen werden relativ hohe Ca2+-Konzentrationen benö-

tigt (Gerke und Moss, 1997). So waren auch für die in vitro Translokation von Annexin VI und An-

nexin II in Lipid Rafts/Caveolae in unseren Experimenten mit 50 µM - 1 mM relativ hohe Ca2+-

Konzentrationen erforderlich (vgl. Kap. 3.3 und 3.8), die vermutlich die verfügbaren intrazellulären 

„Calcium-Pools“ der Zellen übersteigen. Auf der anderen Seite konnten wir durch eine intrazelluläre 

Calcium-Mobilisation mit Hilfe von Calcium-Ionophor weder eine Translokation von Annexin VI-

noch von Annexin II-Proteinen in Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen im Gradienten beobachten (vgl. 

Kap. 3.3.4). Allerdings zeigte sich bei den in vivo Inkubationen mit Calcium-Ionophor, wie bereits 

bei den in vitro Calcium-Inkubationen (vgl. Kap. 3.3. und 3.8), ein Abfall der Cholesterin-

Konzentration in cholesterinreichen Membrandomänen bei allen untersuchten Zelllinien (vgl. Abb. 

19). Die Inkubation mit Calcium-Ionophor bewirkt somit eine deutliche Veränderung der Lipid-

Komposition in Lipid Rafts/Caveolae. Möglicherweise kommt es durch Calcium-Ionophor lediglich 

zu einer geringen intrazellulären Calcium-Mobilisation, die nicht ausreicht, um eine Translokation 

von Annexin VI in Lipid Rafts/Caveolae-Membrandomänen mit den von uns eingesetzten Methoden 

zu zeigen. Die Einflüsse dieser Inkubation lassen sich somit nur in einer signifikanten Veränderung 

der Cholesterin-Verteilung in diesen Membranbereichen erkennen, die aber keine Entsprechung in 

einer veränderten Proteinverteilung für Annexin VI oder Annexin II in den betrachteten Membranbe-
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reichen finden. Die Experimente deuten zudem darauf hin, dass weitere Mechanismen bei der Asso-

ziation von Annexin VI mit cholesterinreichen Membrandomänen von Bedeutung sein müssen (Gerke 

und Moss, 1997). Außerdem besitzt Annexin VI auch einen nicht membranassoziierten Anteil im 

Zytosol (Grewal et al., 2000; Kamal et al., 1998). Möglicherweise stellt die Cholesterin-abhängige 

Membranbindung des Calcium-unabhängigen Annexin VI-Pools einen weiteren Mechanismus der 

Annexin VI-Assoziation mit cholesterinreichen Membrandomänen dar (Gerke und Moss, 1997; Aya-

la-Sanmartin, 2001).     

In den Fraktionen der calciuminkubierten CHO Anx II-Zellen wurden zusätzlich Dynamin und SR-

BI-Proteine detektiert. Dabei wiesen Dynamin und SR-BI keine veränderte Lokalisation nach Ca2+-

Inkubation auf. Beide Proteine ließen sich unabhängig von der Ca2+-Konzentration ausschließlich am 

Boden des Gradienten, jedoch nicht in Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen nachweisen (vgl. Kap. 3.3.1 

und 3.3.3). Dieser Befund ist bedeutsam, da in der Literatur das Plasmamembran-assoziierte Dyna-

min als Interaktionspartner von Annexin VI beschrieben wird (vgl. Kap. 1.3) und SR-BI, wie oben 

erwähnt, ein vermutlich in Caveolae lokalisierter Rezeptor ist (Babitt et al., 1997). Scheinbar hat 

auch die Annexin II-Überexpression in CHO Anx II-Zellen einen negativen Einfluß auf die Lokalisa-

tion von SR-BI in Lipid Rafts und Caveolae. Möglicherweise liegt SR-BI bei den durchgeführten 

Ca2+-Inkubationen aber auch in einer so geringen Konzentration vor, dass mit der von uns eingesetz-

ten Methode die Nachweisgrenze unterschritten wird. Zudem gelingt mit der dargestellten Präparati-

onsmethode lediglich eine undifferenzierte Extraktion von Lipid Rafts/Caveolae-Fraktionen, sodass 

durchaus SR-BI-Proteine mit anderen Extraktionsmethoden, d.h. ohne den Einsatz von Triton X-

100, nachgewiesen werden könnten.

Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass es nach einer Erhöhung der intrazellulären Calcium-

Konzentration in Lipid Rafts/Caveolae-Membrandomänen zu einer deutlichen Umgestaltung der Pro-

teinverteilung kommt. Annexin VI wie auch Annexin II translozieren calciumabhängig in diese 

Membrandomänen (vgl. Abb. 37). Gleichzeitig führt die Calcium-Inkubation zu einer veränderten 

Cholesterin- und Phospholipidkomposition in Lipid Rafts/Caveolae-Membranregionen. Während die 

C-terminale „Core“-Domäne vermutlich die Ca2+-regulierte Membranaffinität des Annexin VI-

Moleküls ermöglicht (Avila-Sakar et al., 1998), könnte über den N-terminalen Bereich die Bindung 

spezifischer Proteine bewirkt werden, die die subzelluläre Lokalisation und Aktivität des Proteins im 

Bereich von Lipid Rafts/Caveolae beeinflussen. Dies könnte die Stabilität und strukturelle Integrität 

von Lipid Rafts und Caveolae beeinflussen und eine wichtige Vorbedingung bei der Etablierung von 

Proteinkomplexen der Signaltransduktion in Lipid Rafts bzw. Caveolae darstellen (de Camilli et al., 

1996). Die in vitro- und in vivo-Daten unserer Experimente deuten aber auch darauf hin, dass neben 

einer Ca2+-Freisetzung zusätzliche Mechanismen bei der Assoziation von Annexin VI an Lipide von 

Lipid Rafts/Caveolae eine Rolle spielen könnten. Diese Vermutung wird auch dadurch gestützt, dass 

durch in vivo Inkubation mit Calcium-Ionophor keine Veränderung der Lokalisation von Annexin VI 

zu beobachten war (vgl. Kap. 3.3.4). In diesem Zusammenhang könnte neben weiteren Faktoren 

auch der Cholesteringehalt in den Membranen von Lipid Rafts/Caveolae von Bedeutung sein (Ayala-

Sanmartin, 2001). 
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4.3 Einfluss von Cholesterin auf die Membranaffinität von Annexin VI in Lipid Rafts 
und Caveolae

Neben der in dieser Arbeit eindrucksvoll gezeigten calciumabhängigen Assoziation von Annexin VI 

mit cholesterinreichen Membrandomänen, geben neuere Veröffentlichungen Hinweise auf die mögli-

che Bedeutung von Cholesterin bei der Membranassoziation von Annexinen (Ayala-Sanmartin, 

2001; Ayala-Sanmartin et al., 2001). Obwohl Annexin-Proteine, wie bereits in der Einleitung erläu-

tert, nicht direkt an Cholesterin, sondern an benachbarte Phospholipide von Membranen binden kön-

nen (Ayala-Sanmartin, 2001), beeinflusst Cholesterin scheinbar die Membranaffinität von Annexin-

Proteinen (Harder et al., 1997; Ayala-Sanmartin, 2001). Da Caveolae cholesterinreiche Membran-

domänen sind, wurde der Einfluss von Cholesterin auf die Membranaffinität von Annexin VI in Li-

pid Rafts/Caveolae untersucht. Um eine mögliche cholesterinabhängige Membranbindung von Anne-

xin VI-Proteinen in cholesterinreichen Membranregionen zu überprüfen, führten wir verschiedene 

Experimente mit Digitonin, einem Cholesterin sequestrierenden Detergenz, in vivo durch. Durch In-

kubation von CHO WT- und CHO Anx VI-Zellen mit Digitonin (0,5 µg/ml) konnten wir keine cho-

lesterinabhängige Membranaffinität von Annexin VI-Proteinen in Lipid Rafts und Caveolae nach-

weisen (vgl. Kap. 3.7 und 3.8). Dieser Befund erscheint vor dem Hintergrund der von Ayala-

Sanmartin (Ayala-Sanmartin, 2001) erzielten Ergebnisse beachtenswert, da Ayala-Sanmartins Daten 

auf eine cholesterininduzierbare und zudem calciumabhängige Assoziation von Annexin-Proteinen 

hindeuten. Die Ergebnisse unserer Versuche weisen dagegen lediglich auf eine Calcium-regulierte 

Assoziation von Annexin VI-Proteinen mit Lipid Rafts und Cavaolae in CHO Anx VI-Zellen hin 

(vgl. Kap. 3.8). Möglicherweise lässt sich für Annexin VI-Proteine lediglich eine Cholesterin-

abhängige Membranbindung im calciumunabhängigen Annexin VI-Pool nachweisen. So zeigte sich 

in anderen Arbeiten eine Digitoninsensitivität für Annexin VI-Proteine in Endosomen nur nach Vor-

behandlung mit EDTA, somit nur für den Ca2+-unabhängigen Annexin VI-Pool (De Diego et al., 

2002). 

Neuere in vitro Studien (Ayala-Sanmartin et al., 2001) weisen auf eine cholesterinabhängige Mem-

branbindung calciumabhängiger Annexin II-Proteine hin. In den Experimenten des Kapitels 3.8 

konnte für Annexin II-Proteine eine cholesterinabhängige Bindung auch in Lipid Rafts/Caveolae-

Membranregionen von CHO Anx VI-Zellen gezeigt werden. So führte die Inkubation der Zellen mit 

Digitonin zu einem starken Verlust der Membranaffinität von Annexin II-Proteinen mit Triton X-100 

unlöslichen Membranpellets, d.h. in Membranregionen von Lipid Rafts bzw. Caveolae (vgl. Kap. 

3.8). In den Experimenten ließen sich die beschriebenen Effekte einer Digitonin-Inkubation für An-

nexin II aber lediglich in Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen, dagegen nicht in 

CHO WT Zellen zeigen, da Annexin II in Triton X-100 unlöslichen Pellets von CHO WT Zellen 

lediglich nach Ca2+-Inkubation nachzuweisen war. Ebenfalls waren Annexin VI-Proteine lediglich in 

CHO Anx VI-Zellen, dagegen nicht in CHO WT-Zellen in Triton X-100 unlöslichen Membranpellets 

detektierbar. Möglicherweise führt eine Überexpression von Annexin VI dazu, dass in den betroffe-

nen CHO Anx VI-Zellen mehr Annexin VI-Proteine in Triton X-100 unlöslichen Membranpellets 

nachzuweisen sind als in CHO WT-Zellen mit ihrer nur geringen endogenen Annexin VI Produktion 
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(vgl. Kap. 4.1). Als Negativkontrolle diente die Membranassoziation von Caveolin, die sich durch 

die Inkubation mit Digitonin nicht beeinflussen ließ (König und Gerke, 2000). 

Zusammengefasst weisen diese Ergebnisse auf einen spezifischen Effekt von Cholesterin auf die 

Membranaffinität von Annexin II-Proteinen in cholesterinreichen Membrandomänen hin. Im Gegen-

satz dazu zeigt Digitonin in den Versuchen in dieser Arbeit keinen Einfluss auf die Affinität von An-

nexin VI mit Lipid Rafts bzw. Caveolae (vgl. Kap. 3.8). Dies deutet darauf hin, dass die cholesterin-

abhängige Interaktion von Annexin VI und Annexin II mit Phospholipiden in Lipid Rafts bzw. Ca-

veolae verschiedenartig reguliert sein könnte oder durch spezifische Faktoren beeinflusst wird. In 

Endosomen ließ sich eine Digitoninsensitivität für Annexin VI-Proteine nur nach Vorbehandlung mit 

EDTA, somit nur für den Ca2+-unabhängigen Annexin VI-Pool zeigen (De Diego et al., 2002). Mög-

licherweise beeinflusst Cholesterin die Membranaffinität von Annexin VI in Caveolae oder Lipid 

Rafts ebenfalls nur nach EDTA-Vorbehandlung. Zudem könnte Cholesterin im Bereich von Lipid 

Rafts bzw. Caveolae einen unterschiedlichen Einfluß auf die Membranaffinität der einzelnen Mit-

glieder der Annexin-Proteinfamilie haben, sodass eine Digitoninsensitivität eventuell nur für Annexin 

II-Proteine zu zeigen ist. 

4.4 Einfluß von Annexin VI auf den HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux

Der als Cholesterin-Efflux bezeichnete Vorgang der Übertragung von Cholesterin auf Transportmo-

leküle, wie z.B. lipidarme HDL-Partikel, ist der initiale Schritt im Rahmen des Reversen Cholesterin-

transports (Barter und Rye, 1996). Caveolae übernehmen als cholesterinreiche Membrandomänen 

der Plasmamembran eine bedeutende Funktion bei dem Efflux von intrazellulärem Cholesterin auf 

Transportpartikel, wie z.B. HDL (Fielding und Fielding, 1997; Smart et al., 1996; von Eckardstein 

et al., 2001). Die Identifikation der Calcium-abhängigen Bindung von Annexin VI an cholesterinrei-

che Membrandomänen (vgl. Kap. 4.2) und die für Annexin VI beschriebene stabilisierende Funktion 

in Lipid Rafts bzw. Caveolae (Babiychuk und Draeger, 2000; Orito et al., 2001) sowie die Choleste-

rin-induzierbare Membranaffinität von Annexin VI (Ayala-Sanmartin, 2001) deuten auf eine mögli-

che Funktion von Annexin VI im Rahmen des intrazellulären Cholesterin Membrantransportes hin. 

Zur Charakterisierung der möglichen regulatorischen Funktion von Annexin VI im Rahmen des 

HDL-vermittelten Cholesterin-Efflux sind in dieser Arbeit Annexin VI-überexprimierende CHO Anx 

VI-Zellen und CHO WT-Zellen hinsichtlich des HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux verglichen 

worden. Eine Analyse unserer Experimente ergab den Nachweis eines signifikant erniedrigten HDL-

stimulierbaren 3H-Cholesterin-Efflux in Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen im 

Vergleich mit CHO Wildtyp-Zellen (vgl. Kap. 3.9.1). Die Ergebnisse verweisen auf eine inhibitori-

sche Wirkung von Annexin VI bei dem HDL-stimulierten Cholesterin-Efflux in CHO Zellen. Die 

Abbildungen 38 A und B geben eine modellhafte Interpretation der in den 3H-Cholesterin-Efflux-

Studien (vgl. Kap. 3.9.1) gewonnenen experimentellen Daten für die Einflußnahme von Annexin VI

auf den HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux wieder. 
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Abb. 38 : Modell für den Einfluss einer Annexin VI-Überexpression auf den HDL-stimulierbaren Choleste-
rin-Efflux in CHO Anx VI-Zellen 
(A) Modell für den Cholesterin-Efflux ohne Annexin VI-Überexpression [vgl. auch Abb. 38 (B), S. 99]: 
Intrazelluläres Cholesterin kann neben einer Rezeptor-unabhängigen Diffusion unter Vermittlung des HDL-
Rezeptors SR-BI oder auch über ABCA1 auf HDL transferiert werden. Über den in Caveolae lokalisierten 
SR-BI Rezeptor erfolgt vermutlich nach Bindung von HDL-Partikeln eine passive Diffusion von nicht vere-
stertem membranständigen Cholesterin auf HDL-Partikel. Vom ER (Endoplasmatisches Retikulum) und 
GA (Golgi-Apparat) ausgehend, gelangt Cholesterin in Form von caveolinhaltigen Lipid Rafts zur Zellober-
fläche und ist die Voraussetzung für den Efflux von intrazellulärem Cholesterin auf z.B. HDL. Möglicher-
weise stammt ein Teil des Cholesterins auch aus endosomalen Kompartimenten (z.B. SE - Späte Endoso-
men). Daneben kann intrazelluläres Cholesterin, vermutlich aus endosomalen Kompartimenten, mögli-
cherweise auch aus dem TGN (GA), unabhängig von SR-BI unter Vermittlung des ABCA1-Transporters 
die Zelle verlassen.

Intrazelluläres Cholesterin kann, wie bereits in Kapitel 1.1.4 dargestellt, neben einer Rezeptor-

unabhängigen Diffusion unter Vermittlung der HDL-Rezeptoren SR-BI (Scavenger-Rezeptor-B1) (Ji 

et al., 1997) oder ABCA1 (ATP-binding cassette transporter A type 1) (Rogler et al., 1995) auf 

Plasma-Akzeptoren wie z.B. HDL transferiert werden (vgl. Abb. 38 A) (von Eckardstein et al., 

2001). Über den in Caveolae lokalisierten SR-BI Rezeptor erfolgt vermutlich nach Bindung von 

HDL-Partikeln eine passive Diffusion von nicht verestertem membranständigen Cholesterin auf 

HDL-Partikel (Ji et al., 1997). Die Bindung von HDL an SR-BI ermöglicht einen im Vergleich zum 

ABCA1-Transporter langsamen, bidirektionellen Cholesterinaustausch entlang eines Konzentration-

gefälles zwischen HDL-Partikel und den Caveolae der Plasmamembran. Vom ER (Endoplasmati-

schen Retikulum) und TGN (Trans-Golgi-Netzwerk) ausgehend, gelangt dabei vermutlich Choleste-

rin in Form von caveolinhaltigen Lipid Rafts zur Zelloberfläche (Liscum und Munn 1999; Simons 

und Ikonen, 1997) und ist im exozytotischen Membranverkehr die Voraussetzung für den Efflux von 

intrazellulärem Cholesterin auf extrazelluläre Akzeptoren (Fielding und Fielding, 1997; von Eckard-

stein et al., 2001). Möglicherweise stammt ein Teil des über SR-BI auf HDL-Partikel transferierten 

Cholesterins auch aus endosomalen Kompartimenten (z.B. Späte Endosomen). Einen wichtigen Hin-

weis auf einen derartigen Mechanismus liefert der Nachweis von Annexin VI (vgl. Kap. 3.3) sowie 



99

von Proteinen früher endosomaler Kompartimente in Caveolae (Pol et al., 1999; Schnitzer et al., 

1995). Zudem sind umgekehrt in frühen endosomalen Kompartimenten sowohl Caveolin als auch die 

Caveolin-assoziierten und Annexin-bindenden Proteine p120GAP als auch Raf-1 nachweisbar (Pol et 

al., 1999; Pol et al., 2000). Daneben kann intrazelluläres Cholesterin unabhängig von SR-BI mit 

Hilfe eines aktiven, energieabhängigen Cholesterin-Efflux unter Vermittlung des ABCA1-

Transporters die Zelle verlassen (von Eckardstein et al., 2001; Orso et al., 2000). Das über den AB-

CA1-Transporter ausgeschleuste Cholesterin stammt vermutlich aus endosomalen Kompartimenten 

(Chen et al., 2001), möglicherweise aber auch aus dem TGN (vgl. Abb. 38A).

(B)

Abb 38 (B): Modell für den Cholesterin-Efflux in Annexin VI überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen:
Die Interaktion des HDL-Partikels mit in Caveolae lokalisierten HDL-Rezeptoren (1) führt zur Aktivierung 
spezifischer Signalketten u. zur Erhöhung der intrazellulären Ca2+-Konzentration (2). Die Erhöhung der 
intrazellulären Ca2+-Konzentration würde zu einer Translokation von Annexin VI aus dem freien Annexin 
VI-Pool u. aus weiteren intrazellulären Kompartimenten (z.B. CCP, FE, SE) in Lipid Rafts- und Caveolae-
Membranregionen führen. Die vermehrte Assoziation von Annexin VI-Proteinen mit cholesterinreichen 
Membrandomänen in Annexin VI-überexprimierenden Zellen könnte zu einer gestörten Struktur und ver-
änderten Mobilität intrazellulärer Lipid Rafts beitragen (siehe (3a), veränderte Struktur in der Grafik sym-
bolisch eckig dargestellt), sodass unter dem Einfluss einer Überexpression von Annexin VI Cholesterin 
möglicherweise nicht mehr ausreichend von intrazellulären Kompartimenten (ER bzw. TGN) in Richtung 
Plasmamembran transportiert werden würde, um über in Caveolae lokalisierte SR-BI Rezeptoren auf z.B. 
HDL übertragen zu werden. Der reduzierte Transfer von Cholesterin in die Plasmamembran könnte zusätz-
lich, neben der durch Annexin VI bedingten strukturellen Veränderung der Lipid Rafts, zu einem Verlust 
der Stabilität der Caveolae beitragen (siehe (3b); symbolisch eckig dargestellt). Die aus einer Überexpressi-
on von Annexin VI bedingten strukturellen Veränderungen von Caveolae könnten sich auf die Lokalisation 
oder Funktionsfähigkeit von HDL-Rezeptoren wie SR-BI negativ auswirken (4). Möglicherweise führt dies 
zu einer reduzierten Bindung der HDL-Partikel an normalerweise in Caveolae lokalisierte SR-BI-
Rezeptoren u. würde den reduzierten Cholesterin-Efflux in Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-
Zellen gegenüber CHO WT-Zellen erklären.

Abb. 38 B zeigt eine nach den Experimenten dieser Arbeit entwickelte Modellvorstellung für den 

reduzierten 3H-Cholesterin-Efflux in Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen. Durch 
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bisher noch nicht vollständig bekannte Mechanismen könnte die Interaktion des HDL-Partikels mit in 

Caveolae lokalisierten HDL-Rezeptoren (siehe (1) in Abb. 38B) zur Aktivierung spezifischer Signal-

ketten und zu einer Erhöhung der intrazellulären Calcium-Konzentration führen (siehe (2) in Abb. 

38B). Die Erhöhung der intrazellulären Calcium-Konzentration würde konsekutiv zu einer Translo-

kation von Annexin VI-Proteinen aus dem freien Annexin VI-Pool, aber möglicherweise auch aus 

weiteren intrazellulären Kompartimenten in Lipid Rafts- und Caveolae-Membranregionen führen. 

Die vermehrte Assoziation von Annexin VI-Proteinen mit cholesterinreichen Membrandomänen in 

Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen könnte zu einer gestörten Struktur und verän-

derten Mobilität intrazellulärer Lipid Rafts beitragen (siehe (3a) in Abb. 38B, in der Grafik symbo-

lisch dargestellt). Da der Cholesterin-Efflux vermutlich die Translokation von Cholesterin aus intra-

zellulären Kompartimenten in Caveolae voraussetzt (Smart et al., 1996; Uittenbogaard und Smart, 

2000), könnte unter dem Einfluss einer Überexpression von Annexin VI Cholesterin möglicherweise 

nicht mehr in ausreichendem Maße von intrazellulären Kompartimenten wie dem ER bzw. dem 

Trans-Golgi-Netzwerk mit Hilfe caveolinhaltiger intrazellulärer Lipid Rafts in Richtung Plasma-

membran transportiert werden, um dort über in Caveolae lokalisierte SR-BI Rezeptoren auf z.B. 

HDL übertragen zu werden. Die für die Translokation von Cholesterin in Caveolae der Plasmamem-

bran erforderlichen Signalketten sind noch nicht vollständig verstanden (von Eckardstein, 2001). 

Neben einer Reihe weiterer Proteine könnte dem cholesterinbindenden Protein Caveolin eine besonde-

re Bedeutung im Rahmen dieses Transfers von intrazellulärem Cholesterin an die Plasmamembran 

zukommen (Fielding und Fielding 2000; Smart et al., 1996), da das Protein zwischen intrazellulären 

Strukturen wie dem ER, Golgi-Apparat, intrazellulären Lipid Rafts und Plasmamembran hin- und 

zurückwandert (Smart et al., 1996). Eine direkte Übertragung des Cholesterins vom Caveolin-

Molekül auf HDL-Rezeptoren erscheint dabei nicht wahrscheinlich. Allerdings bildet Caveolin, ge-

meinsam mit Sphingolipiden, Cholesterin und einer Reihe weiterer kleinerer Lipide wie Ganglioside, 

Ceramide oder Diacylglycerol (vgl. Tab. 3) das Grundgerüst der Caveolae. Damit könnte Caveolin 

durch Bereitstellung des gebundenen Cholesterins auf der zytoplasmatischen Seite der Plasmamem-

bran die Cholesterinkonzentration in Caveolae direkt beeinflussen und somit diese Strukturen mit 

Cholesterin aus intrazellulären Cholesterinpools versorgen (Fielding und Fielding, 2000). Der ver-

minderte Cholesterin-Efflux in Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-Zellen (vgl. Kap. 

3.9.1) deutet darauf hin, dass trotz fehlender Ko-Lokalisation von Annexin VI mit Caveolin, Anne-

xin VI an der Regulation des intrazellulären Membranverkehrs von Caveolin und Cholesterin betei-

ligt ist. 

Der auf diese Weise reduzierte Transfer von Cholesterin in die Plasmamembran könnte zusätzlich, 

neben der durch Annexin VI bedingten strukturellen Veränderung der Caveolae, zu einem Verlust der 

Stabilität der Caveolae beitragen (siehe (3b) in Abb. 38B; symbolische Darstellung der veränderten 

Struktur der Caveolae). Der reduzierte Cholesteringehalt in cholesteinreichen Membrandomänen 

nach Calcium-Inkubation der Experimente des Kapitels 3.3 wäre eventuell auch durch die beschrie-

benen Veränderungen zu erklären (vgl. Kap. 3.3). Diese Interpretation wird durch Arbeiten gestützt, 

die bei einem Entzug von Cholesterin eine strukturelle und funktionelle Beeinträchtigung von Caveo-

lae beschreiben (Pike and Miller, 1998; Furuchi und Anderson, 1998). Zudem wird diese Vermutung 
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unterstrichen durch die Identifikation einer gestörten Struktur der Caveolae in Annexin VI überex-

primierenden Zellen (vgl. jüngste Experimente der Arbeitsgruppe Grewal, nicht unveröffentlicht). 

Die aus einer Überexpression von Annexin VI bedingten strukturellen Veränderungen von Caveolae 

könnten sich auf die Lokalisation oder Funktionsfähigkeit von HDL-Rezeptoren wie SR-BI negativ 

auswirken. Möglicherweise führt dies zu einer reduzierten Bindung der HDL-Partikel an normaler-

weise in Caveolae lokalisierte SR-BI-Rezeptoren. Die verringerte Bindung von HDL-Partikeln an 

dann in ihrer Funktionsfähigkeit eingeschränkte oder in geringerem Ausmaße vorhandenen Rezepto-

ren würde den reduzierten Cholesterin-Efflux in Annexin VI-überexprimierenden CHO Anx VI-

Zellen gegenüber CHO WT-Zellen erklären (siehe (4) in Abb. 38B). Auf diese Weise wäre der redu-

zierte Cholesterin-Efflux für Cholesterin aus dem ER/TGN, aber auch möglicherweise für Choleste-

rin aus endozytierten Lipoproteinen, das über LDL-Rezeptoren in späte endosomale Kompartimente 

gelangt, zu erklären. Die Identifikation von Proteinen früher endosomaler Kompartimente in Caveo-

lae (Schnitzer et al., 1995; Pol et al., 1999) sowie umgekehrt die Identifikation Caveolin-assoziierter 

Proteine in Frühen Endosomen (Pol et al., 1999) spräche für eine derartige Interaktion von endoso-

malen Kompartimenten und Lipid Rafts bzw. Caveolae.

Die Beteiligung des ABCA1 Transporters am gestörten Cholesterin-Transport und -Efflux in Lipid 

Rafts/Caveolae von CHO Anx VI-Zellen ist nicht vollkommen ausgeschlossen (Schmitz et al., 

2000), muss jedoch aufgrund des fehlenden Nachweises von ABCA1 in Lipid Rafts (Mendez et al., 

2001) und ABCA1-Lokalisationsstudien (Neufeld et al., 2001) als unwahrscheinlich angesehen wer-

den. Da in CHO Anx VI-Zellen der HDL-stimulierbare Cholesterin-Efflux lediglich um ca. 10 –

20% gegenüber Wildtypzellen vermindert ist, scheinen CHO Anx VI-Zellen darüberhinaus über al-

ternative Mechanismen zu verfügen, um Cholesterin aus der Zelle zu transferieren. Dies könnte z.B. 

unter anderem mittels ABCA1-Transporter erfolgen, über den Cholesterin aus Späten Endosomen 

und Lysosomen (Chen et al., 2001) weiterhin die Zelle verlassen könnte (vgl. Abb. 38B). Mögli-

cherweise ist aber lediglich der Lipid Rafts-vermittelte Transport von Cholesterin aus dem TGN 

über intrazelluläre Lipid Rafts in Caveolae in Annexin VI-überexprimieren CHO Anx VI-Zellen re-

duziert und die Zellen können weiterhin Cholesterin aus endosomalen Kompartimenten über Caveo-

lae auf HDL-Partikel übertragen.

Die inhibitorische Wirkung von Annexin VI auf den HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux wird 

weiterhin durch die Experimente des Kapitels 3.9.2 unterstrichen. Hier konnte der HDL-

stimulierbare 3H-Cholesterin-Efflux in CHO Anx VI- und CHO WT-Zellen bei Kultivierung in ED-

TA-angereichertem Nährmedium vergleichsweise zu nicht EDTA-inkubierten Kontrollzellen gestei-

gert werden. Da Annexin VI Ca2+-abhängig an Phospholipide binden kann (vgl. Kap. 1.3), könnte die 

EDTA-abhängige Steigerung des 3H-Cholesterin-Efflux möglicherweise als Effekt der verringerten 

Annexin VI-Affinität mit Lipid Rafts/Caveolae interpretiert werden. Der EDTA-abhängige Ca2+-

Entzug würde somit zu einer reduzierten Affinität der Annexin VI-Proteine mit Lipid 

Rafts/Caveolae-Membrandomänen führen und den gesteigerten Cholesterin-Efflux nach EDTA-

Inkubation erklären. Abbildung 39 zeigt ein mögliches Modell für diese Effekte. Zudem wiesen auch 
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in diesen Experimenten CHO Anx VI-Zellen unter allen Inkubationsbedingungen signifikant ernied-

rigte Cholesterin-Efflux-Raten gegenüber CHO Wildtyp-Zellen auf. 

Abb. 39 : Modell für den Einfluß von EDTA auf den HDL-stimulierbaren Cholesterin-Efflux 
In den Experimenten des Kapitels 3.9.2 konnte der HDL-stimulierbare 3H-Cholesterin-Efflux in CHO Anx 
VI- und CHO WT-Zellen bei Kultivierung in EDTA-angereichertem Nährmedium vergleichsweise zu nicht 
EDTA-inkubierten Kontrollzellen gesteigert werden. Abb. 39 zeigt ein mögliches Modell für diesen Effekt 
in graphischer Darstellung. Da Annexin VI Ca2+-abhängig an Phospholipide binden kann, könnte die ED-
TA-abhängige Steigerung des 3H-Cholesterin-Efflux möglicherweise als Effekt der verringerten Annexin 
VI-Affinität mit Lipid Rafts/Caveolae interpretiert werden. Der EDTA-abhängige Ca2+-Entzug würde somit 
zu einer reduzierten Affinität der Annexin VI-Proteine mit Lipid Rafts/Caveolae-Membrandomänen führen 
und den gesteigerten Cholesterin-Efflux nach EDTA-Inkubation erklären.

Der geringere Cholesterin-Efflux von CHO Anx VI-Zellen (vgl. Kap. 3.9) wurde zudem daraufhin 

untersucht, ob eine Annexin VI-Überexpression einen Einfluss auf die Verteilung von Annexin VI, 

Annexin II, SR-BI, Caveolin oder auf die Cholesterinverteilung nach Inkubation mit Lipoproteinen 

(HDL, LDL) besitzt. Diverse Arbeiten konnten für SR-BI und Caveolin (Fielding und Fielding, 

2000; Babitt et al., 1997) ein cholesterinabhängiges Expressionsmuster nachweisen. Zudem ist für 

Annexin VI eine Cholesterin-vermittelte Erhöhung der Membranbindung beschrieben worden (Aya-

la-Sanmartin, 2001). In diesen Experimenten wurden die Zellen mit HDL und LDL (ohne den Ein-

satz von 3H-Cholesterin) beladen und nach Proteinextraktion, Lipid Rafts-Präparation und anschlie-

ßender Western Blot-Analyse entweder die Proteinverteilung oder die Cholesterin-verteilung ermit-

telt. Dabei zeigte eine differenzierte Analyse der Verteilung von Annexin VI, Annexin II und Caveo-

lin in Lipid Rafts bzw. Caveolae nach einer Stimulation des Cholesterin-Efflux durch HDL-

Inkubation der Zellen (vgl. Kap. 3.4.1) keine Veränderung in der Verteilung von Annexin VI, Anne-

xin II oder Caveolin in Fraktionen von Lipid Rafts/Caveolae im Gradienten. In einer Reihe weiterer 

Experimente (vgl. Kap. 3.4, 3.5 und 3.6) wurde die Cholesterin-Verteilung in den Fraktionen der 

cholesterinreichen Membrandomänen nach LDL- oder HDL-Inkubation der Zellen untersucht. In 



103

diesen Experimenten ließen sich bei allen untersuchten Zelllinien keine signifikanten und eindeutig zu 

interpretierenden Veränderungen in der Cholesterin-Konzentration im Bereich der cholesterinreichen 

Membranen zeigen. Eine Erklärung dafür könnte darin begründet liegen, dass die Zellen nach LDL-

oder HDL-Inkubation ihre endogene Cholesterin-Synthese anpassen. Somit konnten in diesen Expe-

rimenten ohne den Einsatz von 3H-Cholesterin keine signifikanten Veränderungen in der Cholesterin-

Konzentration ermittelt werden. Für weitere Experimente würde sich auch hier der Einsatz von radi-

aktiv markiertem Cholesterin anbieten.

4.5 Bedeutung von Lipid Rafts bzw. Caveolae im Rahmen des Cholesterin-Efflux

In diesen Experimenten konnten wir durch HDL-Inkubation von zuvor mit 3H-Cholesterin-LDL be-

ladenen CHO WT-Zellen eine Mobilisierung von 3H-Cholesterin aus mindestens zwei intrazellulären 

Cholesterinpools beobachten (vgl. Kap. 3.9.3). In den Efflux-Studien war dabei der HDL-stimulierte 

Cholesterin-Efflux im Bereich Triton X-100 löslicher Membranen („schwere Membranen“ Fraktio-

nen 6 – 9 im Gradienten) nach wenigen Stunden durch längere HDL-Inkubation nicht weiter zu sti-

mulieren. Im Gegensatz dazu zeigte der HDL-vermittelte Cholesterin-Efflux aus Lipid Rafts bzw. 

Caveolae mit zunehmender zeitlicher HDL-Inkubation eine kontinuierliche Zunahme. 

Die Übertragung intrazellulären und membranständigen Cholesterins auf extrazelluläre Akzeptoren 

wie z.B. HDL erfolgt, wie bereits erläutert (vgl. Kap. 1.1.4 und 4.4), neben einer Rezeptor-

unabhängigen Diffusion unter Vermittlung von HDL-Rezeptoren wie SR-BI (Ji et al., 1997; Krieger, 

1999) und ABCA1 (Orso et al., 2000; Wang et al., 2001). Die experimentell ermittelten Daten zei-

gen für beide Membranbereiche eine unterschiedliche Beteiligung am HDL-vermittelten 3H-

Cholesterin-Efflux. Möglicherweise reflektiert dies zwei verschiedenartige Funktionsmechanismen 

des HDL-stimulierbaren Efflux von Cholesterin in CHO Zellen in Form eines aktiven und eines pas-

siven Transfers von intrazellulärem Cholesterin auf extrazelluläre Akzeptoren. Die experimentellen 

Daten für die Fraktionen der cholesterinreichen Membrandomänen sprechen mit einem kontinuierli-

chen und nur langsam saturierbaren Austritt von Cholesterin aus Lipid Rafts bzw. Caveolae für eine 

passive und möglicherweise SR-BI-vermittelte Diffusion von Cholesterin aus Caveolae auf HDL-

Partikel. Neben der oben angeführten Rezeptor-unabhängigen Diffusion ist sowohl eine passive als

auch eine bidirektionale Diffusion von Cholesterin für den SR-BI Rezeptor (Scavenger-Rezeptor-BI) 

beschrieben worden (Ji et al., 1997; Mendez, 1997; Trigatti et al., 2000). Die von Babitt nachgewie-

sene Lokalisation von SR-BI in Caveolae deutet auf einen derartigen Mechanismus hin (Babitt et al., 

1997). Die Deutung des reduzierten Cholesterin-Efflux in CHO Anx VI-Zellen vergleichsweise zu 

CHO WT-Zellen als eine Folge einer gestörten Struktur der Caveolae und Lipid Rafts und einer dar-

aus veränderten Lokalisation des normalerweise in Caveolae lokalisierten SR-BI-Rezeptors (vgl. 

Kap. 4.4; 3.9.1), könnte somit durch diese Ergebnisse gestützt werden. Zudem scheinen die experi-

mentellen Daten des Kapitels 3.8.2 diese Annahme ebenfalls zu bestätigen, da in diesen Experimen-

ten SR-BI nicht in Triton X-100 unlöslichen Fraktionen von CHO Anx VI-Zellen nachgewiesen wer-

den konnte. Hierbei ist allerdings zu berücksichtigen, dass der Nachweis von SR-BI in Caveolae auf 

Experimenten mit Detergenz-freien Präparationen beruht (Babitt et al., 1997). Die von uns in Kapitel 



104

3.8.2 beschriebenen Western Blot-Analysen erfolgten unter Einsatz von Triton X-100 und lieferten 

möglicherweise auch aus diesem Grund keinen Nachweis von SR-BI in Triton X-100 unlöslichen 

Membranfraktionen von CHO Zellen, da SR-BI mittels Western Blot-Analyse möglicherweise nur 

aus Detergenz-freien Präparationen zu identifizieren ist. Die Efflux-Daten der bodennahen Fraktio-

nen des Gradienten (vgl. Kap. 3.9.3), in denen sich u.a. Strukturen von z.B. Plasmamembran oder 

Golgi-Apparat finden lassen, sprechen dagegen mit ihrem nach wenigen Stunden nicht weiter stimu-

lierbaren Cholesterin-Efflux eher für einen nicht über SR-BI vermittelten Efflux-Mechanismus.    

Der HDL-stimulierte Cholesterin-Efflux als Teil des Reversen Cholesterin Transports (RCT) setzt 

eine HDL-vermittelte Mobilisierung von Cholesterin aus intrazellulären Cholesterinpools voraus. Die 

dafür verantwortlichen Signalketten sind noch nicht vollständig aufgedeckt (von Eckardstein et al., 

2001). Möglicherweise sind Aktivierungsmechanismen von p21-Ras Signaltransduktions-

mechanismen in Lipid Rafts/Caveolae von entscheidender Bedeutung (von Eckardstein et al., 2001). 

Die Interaktion von HDL mit HDL-Rezeptoren scheint zunächst die wesentliche Voraussetzung für 

die Translokation von intrazellulärem Cholesterin in Richtung Plasmamembran zu sein (Fielding und 

Fielding 2000; von Eckardstein, 2001). Die den Cholesterin-Efflux stimulierende Interaktion des 

HDL-Partikels mit HDL Rezeptoren (Mendez et al., 1991) führt neben einer Erhöhung der intrazel-

lulären Calcium-Konzentration (Pörn et al., 1991) und einer Aktivierung der Proteinkinasen A und C 

(von Eckardstein et al., 2001) auch zu einer HDL-induzierten Aktivierung p21-Ras abhängiger MAP 

Kinasen (Deeg et al., 1997). Aus diesem Grunde wurde neben Annexin VI zusätzlich die Lokalisati-

on von p21-Ras und dem p21-Ras regulatorischen Protein p120GAP (GTPase aktivierendes Protein) 

experimentell bearbeitet (Chow et al., 2000). Es sollte vor allem die für Annexin VI beschriebene

Interaktion mit p120GAP (Chow and Gawler, 1999) und die für p21-Ras beschriebene Interaktion mit 

in Caveolae assoziierten Caveolin-Proteinen (Song et al., 1996) studiert werden. Dabei ließen sich im 

Ausgangszustand beide Proteine ausschließlich in Triton X-100 löslichen Fraktionen von CHO Anx 

VI-Zellen nachweisen (vgl. Kap. 3.8.2). Zudem konnten wir durch eine Variation der Ca2+-

Konzentration in vitro (50 µM) oder nach Ca2+-Entzug mit EDTA (5 mM) für p21-Ras wie für  

p120GAP keine Veränderung in der Lokalisation beobachten (vgl. Kap. 3.8.2). Damit konnten Hin-

weise aus neuesten Arbeiten, die darauf hindeuten, dass Annexin VI möglicherweise an der Steue-

rung der Formation und Aktivität p21-Ras abhängiger Signaltransduktionsmechanismen in Lipid 

Rafts/Caveolae beteiligt ist, nicht bestätigt werden. Jedoch deuten diese Arbeiten darauf hin, dass 

Annexin VI die Translokation von Regulatoren (z.B. p120GAP) und Effektoren (z.B. Raf-1) der p21-

Ras Kinase regulieren könnte (Pons et al., 2001b). So ist in Annexin VI-überexprimierenden CHO 

Anx VI-Zellen vermutlich die Aktivierung des MAP Kinaseweges durch p21-Ras, aufgrund der ver-

mehrten Interaktion von Annexin VI mit dem p21-Ras regulatorischen Protein p120GAP und der da-

durch reduzierten GTP-Produktion, inhibiert (Pons et al., 2001b). 

Zusammengefaßt fungieren Lipid Rafts und Caveolae somit als ein zentrales regulatorisches Element 

im intrazellulären Cholesterin Membranverkehr (Uittenbogaard et al., 2000). Cholesterin kann dabei 

Lipid Rafts- und Caveolin-vermittelt zur Plasmamembran transportiert werden und die Zelle über 

plasmamembranständige Caveolae verlassen, um auf extrazelluläre Akzeptoren übertragen werden. 

Dabei deuten die Ergebnisse auf eine erhebliche Beteiligung von Lipid Rafts bzw. Caveolae am pas-
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siven, über den Scavenger Rezeptor-B1 (SR-BI) vermittelten Cholesterin-Efflux hin. Zudem scheint 

Annexin VI an der Regulation von p21-Ras Signaltransduktions-mechnismen in cholesterinreichen 

Membrandomänen beteiligt zu sein. 

4.6 Ausblick

Um das Verständnis der Funktion von Annexin VI in cholesterinreichen Membrandomänen und im 

Rahmen des Cholesterin Efflux zu erweitern, ist es von Interesse, Zusammenhänge zwischen Anne-

xin VI, endosomalen Kompartimenten, intrazellulären Lipid Rafts/Caveolae und Signaltransdukti-

onsmechanismen in cholesterinreichen Membrandomänen weiter aufzuklären. In diesem Zusammen-

hang sind die Ermittlung zusätzlicher Bindungspartner von Annexin VI in Lipid Rafts und Caveolae 

sowie die für den Cholesterin-Efflux relevanten Transportsysteme von Bedeutung. Auch die Kennt-

nis möglicher Interaktionen zwischen cholesterinreichen Membrandomänen und endosomalen Kom-

partimenten ist ein weiterer Ansatzpunkt für künftige Forschungsaktivitäten. Insbesondere erscheint 

die Untersuchung der Funktion von Annexin VI in p21-Ras Signaltransduktionsmechanismen in cho-

lesterinreichen Membrandomänen ein Ausgangs-punkt für weitergehende Untersuchungen. Diesbe-

züglich und zur weiteren Klärung der Funktion von Annexin VI im Rahmen des Cholesterin-Efflux 

und des intrazellulären Cholesterintransports bietet sich der experimentelle Einsatz von Annexin VI 

„Knock-out“-Mäusen“ an, um auch eine in vivo Beteiligung von Annexin VI an der Regulation die-

ser Prozesse zu prüfen. Die Ergebnisse werden zeigen, in welche Proteininteraktionen und Signalket-

ten Annexin VI in Caveolae bzw. Lipid Rafts eingebunden ist.
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5 Zusammenfassung

Die Experimente dieser Arbeit zeigen, dass Annexin VI mit den cholesterinreichen Membranen von 

Lipid Rafts und Caveolae interagieren kann. Im ersten Teil dieser Arbeit konnten zwei Methoden zur 

Isolierung von Lipid Rafts und Caveolae erfolgreich etabliert werden. Sowohl die Methode zur Prä-

paration von Lipid Rafts und Caveolae im diskontinuierlichen Optiprep®-Gradienten als auch die 

Triton X-100-Solubilisation nach Brown und Rose ließen sich in den Experimenten erfolgreich und 

reproduzierbar einsetzen. Die Charakterisierung von Lipid Rafts und Caveolae führte zur Identifika-

tion der calciumabhängigen Assoziation von Annexin VI an cholesterinreiche Membrandomänen. 

Auf dieser Grundlage konnte ein Modell für die calciumabhängige Translokation von Annexin VI in 

cholesterinreiche Membrandomänen entwickelt werden. Neben dem Einfluss von Calcium galt das 

Interesse auch der Bedeutung von Cholesterin für die Membranbindung von Annexin VI mit chole-

sterinreichen Membrandomänen. In den Experimenten mit Digitonin-Inkubationen der Versuchszel-

len zeigte sich keine cholesterinabhängige Membranaffinität von Annexin VI mit Lipid 

Rafts/Caveolae. In vergleichenden Analysen von Wildtyp CHO Zellen mit Annexin VI überexprimie-

renden CHO Zellen (CHO Anx VI) nach HDL- oder LDL-Inkubationen ergaben sich keine signifi-

kanten Veränderungen in der Cholesterinverteilung in Lipid Rafts und Caveolae Membranregionen. 

Es konnte jedoch für Annexin II eine sowohl calciuminduzierbare als auch cholesterinabhängige 

Membranaffinität in Lipid Rafts/Caveolae nachgewiesen werden. 

Im zweiten Teil der Arbeit wurde die mögliche Funktion von Annexin VI beim HDL-vermittelten 

Cholesterin-Efflux untersucht. In diesen Experimenten mit 3H-Cholesterin-LDL beladenen CHO Zel-

len gelang der Nachweis eines signifikant erniedrigten HDL-induzierten 3H -Cholesterin-Efflux in 

CHO Anx VI im Vergleich zu CHO Wildtypzellen. In 3H -Cholesterin-Efflux-Studien mit EDTA-

Zusatz konnte in Annexin VI überexprimierenden Zellen zudem ein tendenziell calciumabhängiger 

Cholesterin-Efflux nachgewiesen werden.

Zusammenfassend weisen die Ergebnisse der Experimente darauf hin, dass Annexin VI calciumab-

hängig mit Proteinen in Lipid Rafts (Caveolae) interagieren kann und an der Regulation des HDL-

vermittelten Cholesterin-Efflux sowie dem Cholesterin Membrantransport in Caveolae entscheidend 

beteiligt ist.
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6 Abkürzungen

Abb. Abbildung
ABCA1 ATP-Binding Cassette Transporter AI
ACAT Acyl-CoA-Cholesterin-Acyltransferase
ALLN N-Acatyl-Leucyl-Leucyl-Norleucinal
Anx Annexin
AP Adaptor-Protein
AP2 Adaptor-Protein 2
Apo Apolipoprotein
ARF ADP-Ribosylierungsfaktoren
ATP Adenosinnukleotidtriphosphat
BHK Baby Hamster Kidney
BSA Bovine Serum Albumin
Ca2+ Calcium
cAMP 3´,5 -́cyclo-Adenosinmonophosphat
Cav Caveolin
CCP Clathrin Coated Pit
CCV Clathrin Coated Vesikel
CE Cholesterinester
CHO Chinese Hamster Ovary
Chol Cholesterin
CLIP Cytoplasmic linker protein
COP Coat Protein
CP Coated Pit
Cpm Counts per minute
CURL Compartment of Uncoupling of Receptors and Ligands
d Dichte 
DAG Diacylglycerol
Del Delta
DNS Desoxyribonukleinsäure
DTT Dithiothreitol
Dyn Dynamin
ECL Enhanced chemiluminescence
ECV Endosomale Carrier Vesikel
EDTA Ethylendiamin-tetraacetat
EGF Epidermal Growth Factor
EGF-R EGF-Rezeptor
EGTA Ethylenglykol-bis-N,N,N`,N`-tetraacetat
ER Endoplasmatisches Retikulum
ERK Extracellular Signal-Regulated Kinase
FC Freies Cholesterin
FCS Fetal Calf Serum
ff. fortfolgende
GA Golgi-Apparat
GAP GTPase Activating Protein
GPI Glykosylphosphatidylinositol
GST Glutathion-S-Transferase
GTP Guanosinnukleotidtriphosphat
GTPase GTP spaltendes Enzym
h Stunden
3H Tritium
HDL High Density Lipoprotein
Hepes N-2-Hydroxyethylpiperazin-N -̀2-ethanolsulfonsäure
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HMG-CoA-Reduktase 3-Hydroxy-3-Methylglutaryl-CoA-Reduktase
HRP Horseradish Peroxidase
HTGL Hepatic Triglyceride Lipase
IDL Intermediate Density Lipoproteins
IP3 Inositol-Triphosphat
Kap. Kapitel
kDa Kilo Dalton
LAMP Lysosome associated membrane protein
LDL Low Density Lipoprotein
LDL-R LDL-Rezeptor
LE Late Endosomes
LPDS Lipoprotein deficient serum
Lpg120 Lysosomal glykoprotein 120
LPL Lipoprotein Lipase
LRP LDL-R related protein
Lys Lysosomen 
MAPK Mitogen-Activated Protein Kinase
MES 2-[N-Morpholino]ethanesulfonic acid
Min Minute
MVB Multivesicular Bodies
NCEH neutrale Cholesterinesterhydrolase
NPC Niemann-Pick-Erkrankung Typ C
NPC1 Niemann-Pick-Erkrankung Typ C Protein 1
NSF N-Ethylmaleimide sensitive fusion protein
P Pellet
PAGE Polyacrylamid Gelelektrophorese
PBS Phosphate Buffered Saline
PDGF Plateled Derives Growth Factor
Pel Pellet
PIC Proteinase Inhibitor Cocktail
PKA Proteinkinase A
PKC Proteinkinase C
ρ Dichte
RC Recycling Compartment
RCT Reverse Cholesterol Transport
RRC Receptor Recycling Compartment
SDS Natrium Dodecylsulfat
SE Späte Endosomen
SNAP Soluble NSF Attachment Protein
SNARE SNAP Rezeptor
SR-BI Scavenger Rezeptor BI
SRE Sterol responsive elements
ß-Met ß-Mercaptoethanol
Tab. Tabelle
TCA Trichloracetic acid
TD Tangier Disease
TGN Trans Golgi Apparat
Tris Trishydroxyaminomethan
t-SNARE Target SNAP-Receptor
TX-100 Triton X-100
U/min Umdrehungen pro Minute
Vgl. Vergleiche
VLDL Very Low Density Lipoprotein
v-SNARE Vesicle SNAP-Receptor
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WB Western Blot
WT Wildtyp
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