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1 Einleitung 

 

1.1 Bedeutung von Glutamat im zentralen Nervensyste m 

Die Aminosäure Glutamat ist einer der bedeutendsten exzitatorischen 

Neurotransmitter im zentralen Nervensystem (ZNS) der Wirbeltiere und ist 

wahrscheinlich an den meisten Aufgaben des Gehirns (einschließlich Kognition, 

Gedächtnis und Lernen) beteiligt (Fonnum, 1984; Ottersen und Storm-

Mathisen, 1984; Collingridge und Lester, 1989; Headley und Grillner, 1990). 

Außerdem hat Glutamat für die Entwicklung des ZNS (unter anderem 

Zelldifferenzierung und -migration, Auswachsen von neuronalen Fortsätzen und 

Synapseninduktion) eine entscheidende Bedeutung (Pearce et al., 1987; 

Mattson et al., 1988; McDonald und Johnston, 1990; Komuro und Rakic, 1993; 

Johnston, 1995). Das Gehirn enthält große Mengen an Glutamat (5 – 15 mmol 

pro Kilogramm (kg) Nassgewicht abhängig von der untersuchten Region), 

welches vor allem intrazellulär vorkommt (Schousboe, 1981). Extrazellulär ist 

hingegen die Glutamatkonzentration sehr niedrig und liegt unter 

Ruhebedingungen bei lediglich 1 – 4 µM, im Liquor cerebrospinalis bei 10 µM 

(Fonnum, 1984; Shaw et al., 1995; Danbolt, 2001). Die höchsten Glutamat-

Konzentrationen liegen in exzitatorischen Nervenendigungen vor (Ottersen et 

al., 1992). Im Zytoplasma beträgt dort die Glutamatkonzentration 10 mM und in 

synaptischen Vesikeln (dem Speicherort von Glutamat) werden 

Konzentrationen von mindestens 60 mM erreicht (Maycox et al., 1990; Ottersen 

et al., 1992; Shupliakov et al., 1992).  

Bei der Neurotransmission wird aus diesen Vesikeln Glutamat mittels 

Exozytose in den synaptischen Spalt ausgeschüttet und bindet an 

postsynaptische Rezeptoren (zusätzlich gibt es aber auch eine kontinuierliche 

nicht-exozytotische Freisetzung; Übersicht bei Danbolt, 2001). Dabei steigt die 

extrazelluläre Glutamatkonzentration im synaptischen Spalt auf Werte > 1 mM 

(Clements et al., 1992). Die Familie der hochaffinen, Natrium-abhängigen 

Glutamattransporter („excitatory amino acid transporter“ (EAAT) 1 – 5) spielt 

eine entscheidende Rolle bei der schnellen Beseitigung des Glutamats aus dem 
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Extrazellularraum (Nicholls und Attwell, 1990; Lipton und Rosenberg, 1994). 

Dadurch wird die Glutamatwirkung am Rezeptor beendet und die Neurone 

werden vor exzitotoxischen Schäden durch zu hohe extrazelluläre 

Glutamatkonzentrationen geschützt (Übersicht bei Danbolt, 2001).  

 

1.2 Die Familie der hochaffinen Glutamattransporter  

Bisher konnten fünf Subtypen der Familie der hochaffinen, Natrium-

abhängigen Glutamattransporter kloniert werden, die zum Teil in 

unterschiedlichen Isoformen vorliegen: GLAST oder EAAT1 (Storck et al., 

1992); GLT1 oder EAAT2 mit seinen drei Isoformen GLT1a (Pines et al., 1992), 

GLT1b (Chen et al., 2002; Schmitt et al., 2002) und GLT1c (Rauen et al., 2004); 

EAAC1 oder EAAT3 (Kanai und Hediger, 1992); EAAT4 (Fairman et al., 1995); 

sowie EAAT5 (Arriza et al., 1997). Bei den Subtypen der Familie der 

hochaffinen Glutamattransporter besteht eine Sequenzhomologie zwischen 38 

und 65 % (Gegelashvili und Schousboe, 1997), sie unterscheiden sich jedoch in 

ihrer Regulation sowie Zell- und Gewebeverteilung.  

GLAST kommt ubiquitär im gesamten Gehirn vor (Lehre et al., 1995; 

Schmitt et al., 1997) und ist der wichtigste Glutamattransporter im Kleinhirn 

(Lehre und Danbolt, 1998). Er ist hauptsächlich in astrozytären 

Plasmamembranen lokalisiert (Chaudhry et al., 1995). EAAC1 ist 

demgegenüber in Neuronen lokalisiert (Kanai und Hediger, 1992; Rothstein et 

al., 1994) und scheint im Gehirn nur in geringeren Konzentrationen vorhanden 

zu sein (verglichen mit den Konzentrationen der beiden glialen Transportern 

GLT1a und GLAST; Haugeto et al., 1996). EAAC1 weist in der 

Immunfluoreszenzmikroskopie ein fein-granuläres Verteilungsmuster in 

Neuronen auf und wird vermutlich in zytoplasmatischen Vesikeln gespeichert 

(Kugler und Schmitt, 1999). EAAT4 wird hauptsächlich von Purkinjezellen des 

Kleinhirns exprimiert (Massie et al., 2008) und die Lokalisation von EAAT5 ist 

auf die Retina beschränkt (Arriza et al., 1997). 
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Da in der vorliegenden Arbeit der Glutamattransporter GLT1a im 

Mittelpunkt der Untersuchungen steht, sollen im Folgenden die GLT1-

Isoformen, insbesondere GLT1a, genauer beschrieben werden. 

 

Regionale, zelluläre und subzelluläre Verteilung de r GLT1-Isoformen  

GLT1a kann ubiquitär im gesamten Gehirn nachgewiesen werden 

(Rothstein et al., 1994; Lehre et al., 1995; Holmseth et al., 2009) und kommt 

hauptsächlich in astrozytären Plasmamembranen vor (Chaudhry et al., 1995; 

Holmseth et al., 2009). Im Hippocampus konnte für einen geringen Teil von 

GLT1a (10 – 20 % der GLT1a Gesamtmenge) jedoch auch eine neuronale 

Lokalisation gezeigt werden (Chen et al., 2004; Furness et al., 2008).  

GLT1b ist vor allem in Neuronen und nicht-astrozytären Gliazellen im 

zentralen und peripheren Nervensystem lokalisiert (Chen et al., 2002; Schmitt 

et al., 2002). Zusätzlich kann GLT1b-mRNA auch in Astrozyten nachgewiesen 

werden (Berger et al., 2005). GLT1b ist (ebenso wie EAAC1) hauptsächlich in 

zytoplasmatischen Speichervesikeln lokalisiert (Chen et al., 2002; Schmitt et al., 

2002).  

Im Gegensatz zum ubiquitären Vorkommen von GLT1a und b kommt 

GLT1c fast nur in Photorezeptorzellen der Retina vor. Im übrigen ZNS ist 

GLT1c kaum nachweisbar (Rauen et al., 2004; Holmseth et al., 2009). 

 

Bedeutung der GLT1-Isoformen 

Die GLT1-Isoformen sind für den größten Teil der Glutamataufnahme (> 

90 %) im Großhirn verantwortlich (Danbolt et al., 1992; Haugeto et al., 1996; 

Matsugami et al., 2006). In Knockout-Studien wurde gezeigt, dass Mäuse, 

denen GLT1 fehlt, an tödlich verlaufenden Krampfanfällen leiden und sie 

anfälliger gegenüber glutamaterger Exzitotoxizität sind (Tanaka et al., 1997). 

Somit kann der Verlust der GLT1-Transportkapazität nicht vollständig durch die 

anderen Glutamattransporter kompensiert werden. 

Ihre klinische Bedeutung wird auch daraus ersichtlich, dass zahlreiche 

Untersuchungen auf eine Beteiligung der GLT1-Isoformen an der Pathogenese 

zahlreicher neurologischer Erkrankungen hinweisen (Übersicht bei Lauriat und 
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McInnes, 2007; Sheldon und Robinson, 2007). So konnte gezeigt werden, dass 

die Menge an GLT1 bei Patienten, die an Amyotropher Lateralsklerose (ALS) 

leiden, um bis zu 90 % reduziert ist (Rothstein et al., 1995). Dies konnte in ALS-

Tiermodellen bestätigt werden, so dass eine ursächliche Beteiligung von GLT1 

an der neuronalen Degeneration im Laufe der Erkrankung diskutiert wird 

(Howland et al., 2002). Außerdem wird eine GLT1-Dysfunktion unter anderem 

in Zusammenhang mit der Alzheimer Demenz (Masliah et al., 2000; Dabir et al., 

2006), der Chorea Huntington (Shin et al., 2005) und Epilepsie (Wong et al., 

2003; Hoogland et al., 2004) gebracht.  

 

Molekulare Struktur und Transporteigenschaften von GLT1a 

Der Glutamattransporter GLT1a ist aus einer 573 Aminosäuren langen 

Polypeptidkette aufgebaut (Pines et al., 1992) und seine molekulare Masse 

beträgt ~73 kDa (kiloDalton; Danbolt et al., 1992; Rothstein et al., 1994). GLT1a 

besitzt 8 Transmembrandomänen, wobei N- und C-Terminus intrazellulär liegen 

(Grunewald et al., 1998).  

Der Glutamattransport von extra- nach intrazellulär mittels GLT1a erfolgt 

aktiv und wird von dem elektrochemischen Gradienten für Na+, K+ und H+ 

getrieben (Billups und Attwell, 1996). Der Transport eines Glutamatmoleküls ist 

an den Cotransport von drei Na+-Ionen und einem H+ sowie an den Antiport von 

einem K+-Ion gebunden (Levy et al., 1998). Unter pathologischen Bedingungen, 

die zum Beispiel bei einer Ischämie vorliegen, kann der Glutamattransport auch 

in umgekehrter Richtung ablaufen (Madl und Burgesser, 1993) und führt so zu 

einer Schädigung von Neuronen durch die exzitotoxische Wirkung erhöhter 

extrazellulärer Glutamatkonzentrationen (Rossi et al., 2000).  

 

Regulation von GLT1a 

GLT1a scheint durch verschiedene Effektoren und Enzyme reguliert zu 

werden. Dazu zählen beispielsweise Arachidonsäure (Trotti et al., 1995; 

Zerangue et al., 1995), freie Radikale (Trotti et al., 1998), PACAP (Pituitary 

Adenylate Cyclase-Activating Polypeptide; Figiel und Engele, 2000) und die 

Proteinkinasen PKA, PKB, PKC, PI3K sowie SGK 1 – 3 (Kalandadze et al., 
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2002; Guillet et al., 2005; Boehmer et al., 2006). Ein wichtiger 

Regulationsmechanismus der GLT1a-Aktivität scheint dabei eine Veränderung 

seiner Expression in der oberflächlichen Zellmembran zu sein, die über die 

Proteinkinase C (PKC) vermittelt wird (Gonzalez und Robinson, 2004).  

Neuere Untersuchungen an immortalisierten Zelllinien und Neuron-Glia-

Cokulturen führen zu dem Ergebnis, dass es nach einer PKC-Aktivierung zur 

Verminderung der GLT1a-Oberflächenexpression kommt (Kalandadze et al., 

2002; Zhou und Sutherland, 2004; Guillet et al., 2005). Es fehlen jedoch 

Untersuchungen an einem gut charakterisierten primären Zellkultursystem. Dies 

ist insbesondere daher wichtig, da PKC-vermittelte Effekte auf GLT1a 

möglicherweise zelltypspezifisch sind. Untersuchungen zu den Effekten der 

PKC auf die GLT1-vermittelte Glutamataufnahme führten nämlich zu 

widersprüchlichen Ergebnissen (Übersicht bei Robinson, 1998). Zu beachten ist 

dabei, dass sich primäre Zellkulturen wahrscheinlich näher an der Situation in 

vivo befinden als immortalisierte Zelllinien (Gonzalez und Robinson, 2004).  

 

1.3 Zerebelläre Körnerzellkulturen 

Körnerzellkulturen sind ein etabliertes und gut charakterisiertes 

Kultursystem, das bereits zur Untersuchung unterschiedlicher 

Nervenzellfunktionen verwendet wurde. Unter anderem wurden an ihnen 

metabolische Prozesse in Neuronen und Gliazellen (Waagepetersen et al., 

2000), Synaptogenese und synaptische Mechanismen (Virginio et al., 1995; 

Barberis et al., 2005), intrazelluläre Signaltransduktion (Tanabe et al., 1998) 

sowie Auswirkungen von Neurotoxizität untersucht (Marini et al., 1989; Dargent 

et al., 1996).  

Zerebelläre Primärkulturen bestehen zu mehr als 90 % aus glutamatergen 

Körnerzellen (Thangnipon et al., 1983; Kingsbury et al., 1985). Zusätzlich 

kommt in diesen Primärkulturen eine kleine Population von inhibitorischen, 

GABAergen Interneuronen (Schousboe et al., 1989; Sonnewald et al., 2004) 

und eine geringe Anzahl von Gliazellen vor (Thangnipon et al., 1983).  

Die kultivierten Körnerzellen besitzen zahlreiche schlanke, sich 

verzweigende Fortsätze, die insgesamt als Neuriten bezeichnet werden. Am 4. 
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– 6. Kulturtag nehmen die Körnerzellen die Morphologie von multipolaren 

Neuronen an, die denen in vivo ähnelt (Powell et al., 1997; Zmuda und Rivas, 

1998). Entlang den Neuriten sind Erweiterungen (sogenannte Varikositäten) zu 

beobachten, die Anhäufungen von Vesikeln enthalten. Der Vesikelinhalt kann 

durch Exozytose freigesetzt werden. Insgesamt ähneln die meisten dieser 

Vesikel den synaptischen Vesikeln (Antonov et al., 1999; Marxen et al., 1999; 

Urakubo et al., 2003).  

Überleben und Reifung von zahlreichen Neuronenkulturen werden durch 

eine hohe Kaliumkonzentration im Kulturmedium unterstützt (Übersicht bei 

Franklin und Johnson, 1992). Unter solchen Kulturbedingungen befinden sich 

die Neurone in einem chronisch-depolarisierten Zustand. Dies konnte für 

zerebelläre Primärkulturen aus Ratte und Maus (25 mM KCl im Kulturmedium) 

gezeigt werden (Lasher und Zagon, 1972; Daniels und Brown, 2002). 

Körnerzellen, die hingegen in einem polarisierten Zustand mit einer 

physiologischen Kaliumkonzentration (5 mM KCl) kultiviert werden, überleben 

bei stetig sinkender Zellzahl lediglich 5 – 6 Tage. Das verlängerte Überleben bei 

25 mM KCl wird auf eine erhöhte intrazelluläre Calciumkonzentration 

zurückgeführt. Die chronische Depolarisation bedingt einen erhöhten 

Calciumeinstrom in die Zellen (Connor et al., 1987; Becherer et al., 1997). 

Bestätigt wurde diese Annahme dadurch, dass dieser trophische Effekt durch 

eine gleichzeitige Inhibition von spannungsabhängigen Ca2+-Kanälen 

aufgehoben werden kann (Gallo et al., 1987; Kingsbury und Balazs, 1987). Die 

für das Überleben wichtige Dauerdepolarisation soll die exzitatorischen Impulse 

der glutamatergen Moosfasern auf Körnerzellen im Kleinhirn in vivo imitieren 

(Hack et al., 1993). 

In Zusammenhang mit unseren Untersuchungen ist es wichtig zu 

erwähnen, dass in kultivierten Körnerzellen die meisten PKC-Isoformen (α, βI, 

βII, γ, δ, ε, ζ, θ und λ) nachgewiesen werden konnten (Popp et al., 2006).  

 

1.4 Zielsetzung 

Ziel vorliegender Untersuchungen ist es, den Einfluss der PKC auf die 

GLT1a-Oberflächenexpression an primären Körnerzellkulturen des Kleinhirns 
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der Maus zu untersuchen, da es sich bei diesen um gut charakterisierte primäre 

Neuronenkulturen handelt. Um mengenmäßige Veränderungen in der 

Oberflächenexpression von GLT1a erfassen zu können, sollen nach Aktivierung 

bzw. Inhibition der PKC Biotinylierung und Isolation der neuronalen 

Zellmembranen durchgeführt und anschließend mittels Westernblot-Analysen 

aufgearbeitet werden. Der Effekt einer PKC-Aktivierung und -Inhibition auf die 

Morphologie von Körnerzellen soll mittels Immunfluoreszenzmikroskopie 

untersucht werden. Darüber hinaus soll festgestellt werden, ob der 

elektrophysiologische Status der Zellen einen Einfluss auf die PKC-vermittelte 

Oberflächenexpression von GLT1a hat. Hierzu werden polarisierte Körnerzellen 

in einem Kulturmedium mit 5 mM K+ und chronisch-depolarisierte Körnerzellen 

in einem Kulturmedium mit 27 mM K+ kultiviert.  
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2 Material und Methoden 

 

2.1 Tiere 

Insgesamt wurden 229 Mäuse vom Stamm C57BL/6 aus eigener Zucht für 

die Untersuchungen verwendet. Die Elterntiere hatten freien Zugang zu 

Trinkwasser und Standardfutter (Ssniff, Soest, Deutschland). Sie wurden bei 

21° C Raumtemperatur (RT), einer relativen Luftfeuc htigkeit von 50 – 60 % und 

bei zwölfstündigem Hell-Dunkel-Wechsel gehalten. 

 

2.2 Primäre Körnerzellkulturen 

Die Körnerzellkulturen wurden im Wesentlichen nach der von Wilkin et al. 

(1976) und Dutton et al. (1981) beschriebenen Methodik aus Kleinhirnen von 

fünf bis sieben Tage alten Wildtypmäusen hergestellt und auf Deckgläschen 

kultiviert (s. u.). 

 

2.2.1 Lösungen 

Zur Durchführung der Körnerzellkulturen wurden folgende, sterile 

Lösungen verwendet: 

Phosphate buffered saline (PBS) 

NaCl       137 mM 

KCl       2,7 mM 

Na2HPO4      8,1 mM 

KH2PO4       1,5 mM 

pH 7,4 

Lösung 1 

NaCl       120 mM 

KCl       5 mM 

KH2PO4       1,2 mM 

NaHCO3      25 mM  
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D-Glukose      14 mM 

MgSO4 (Sigma, Taufkirchen, Deutschland) 1,2 mM 

Rinderserumalbumin (BSA; Sigma)   3 mg/ml 

Phenolrot (Sigma)     Spatelspitze 

Lösung 2 

Trypsin (Typ I, Sigma)    0,25 mg/ml 

in Lösung 1 

Lösung 3 

DNAse I (Sigma)      2,8 µg/ml 

soybean Trypsin Inhibitor (Sigma)    83 µg/ml 

in Lösung 1 

Lösung 4 

DNAse I (Sigma)      80 µg/ml 

soybean Trypsin Inhibitor (Sigma)    0,52 mg/ml 

MgSO4 (Sigma)     1,5 mM 

in Lösung 1 

Lösung 5 

MgSO4 (Sigma)     1,2 mM 

CaCl2 (Sigma)      0,1 mM 

in Lösung 1 

Kulturmedium 

Basal modified Eagle’s medium (BME; Biochrom, Berlin, Deutschland) 

Fetales Kälberserum (FCS; Biochrom)  10% (v/v) 

Gentamycin (Sigma)     100 µg/ml 

L-Glutamin (Sigma)     2 mM 

 

2.2.2 Herstellung der Kulturdeckgläschen und Kultur gefäße 

Die Deckgläschen wurden für je 2 Stunden (h) mit Aceton und Ethanol 

(absolut) behandelt, anschließend luftgetrocknet und für 2 h bei 180° C 

sterilisiert. Für die Immunfluoreszenzmikroskopie wurden quadratische 

Deckgläschen (Kantenlänge 22 mm) verwendet und diese in Petrischalen 

(Durchmesser 35 mm; Greiner, Frickenhausen, Deutschland) gelegt. Die 
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Deckgläschen für die Biotinylierungsversuche waren rund (Durchmesser 32 

mm) und als Kulturgefäße wurden 6-Well-Platten (Greiner) verwendet.  

Zur besseren Haftung der Zellen auf den Deckgläschen wurden diese in 

den Kulturgefäßen liegend mit 2 ml Poly-L-Lysin-Lösung (10µg/ml in A. bidest.; 

Sigma) bedeckt und für 90 Minuten bei Raumtemperatur (RT) inkubiert. Danach 

wurde die Poly-L-Lysin-Lösung entfernt und die Deckgläschen zwei Mal mit 

jeweils 2 ml sterilem PBS gespült.  

 

2.2.3 Präparation der Kleinhirne 

Die Tiere wurden dekapitiert und die Köpfe kurzfristig in 70 % Ethanol 

eingetaucht. Nach Entfernen der Kopfhaut und der Schädelkalotte wurde das 

freiliegende Kleinhirn mit einer gebogenen Pinzette entnommen und in eine 

Petrischale mit Lösung 1 gelegt. Mittels Uhrmacherpinzetten erfolgte unter 

einem Stereomikroskop die Entfernung sichtbarer Gefäße und der das Kleinhirn 

bedeckenden Hirnhäute.  

 

2.2.4 Kultivierung der Körnerzellen 

Unter der Sterilbank wurden die Kleinhirne mit einem sterilen Skalpell in 

kleine Gewebestücke zerhackt, mit 10 ml Lösung 1 in ein 15 ml 

Zentrifugenröhrchen überführt und für 3 Minuten in einer Tischzentrifuge bei 

900 Umdrehungen pro Minute (U/min) zentrifugiert. Der Überstand wurde 

verworfen, das Pellet mit 7 ml Lösung 2 (plus Trypsin) aufgeschwemmt und bei 

37° C für 13 Minuten im Brutschrank inkubiert. Ansc hließend wurden 7 ml 

Lösung 3 (plus Trypsin-Inhibitor, DNAse I) hinzugefügt und erneut für 3 Minuten 

bei 900 U/min zentrifugiert.  

Nach Absaugen und Verwerfen des Überstands erfolgte die Zugabe von 2 

ml Lösung 4 und die Dissoziation der Zellen mittels Trituration durch eine rund 

geschmolzene Pasteur-Pipette (20x Aufsaugen und Ausblasen). Nach 10 

Minuten Inkubation bei RT wurden die sich im Überstand befindenden, 

dissozierten Zellen in ein Zentrifugenröhrchen mit 3 ml Lösung 5 (plus Calcium) 

überführt. Das verbliebene Pellet mit den restlichen Zellaggregaten wurde nach 



Material und Methoden 

 

11

Zugabe von 2 ml Lösung 4 zum zweiten Mal mittels Trituration vereinzelt und 

anschließend die komplett dissozierte Zellsuspension in das Röhrchen mit 

Lösung 5 überführt. Nach zehnminütiger Zentrifugation bei 900 U/min wurde der 

Überstand verworfen und das Pellet in 5 – 10 ml Kulturmedium resuspendiert.  

Nach Auszählung der Zellzahl in einer Neubauer-Zählkammer erfolgte die 

Aussaat der Zellen in den unter Absatz 2.2.2 beschriebenen Kulturgefäßen. Für 

die Immunfluoreszenzmikroskopie wurden 90.000 Zellen/cm² und für die 

Biotinylierungsexperimente 170.000 Zellen/cm² in jeweils 3 ml Kulturmedium 

ausgesät. Um Körnerzellen in einem polarisierten Ruhezustand zu kultivieren, 

wurden diese in einem Medium mit 5 mM Kalium (K+) ausgesät. Um chronisch-

depolarisierte Körnzellen zu kultivieren, wurde ein Kulturmedium mit 27 mM K+ 

verwendet.  

Die Zellkulturen wurden in Brutschränken bei 37° C mit einem Gemisch 

aus 95% Luft / 5% CO2 begast (100 % Luftfeuchtigkeit). 24 Stunden nach 

Aussaat erfolgte die Zugabe von 10 µM Cytosine-Arabinofuranoside/HCl 

(Sigma) zum Kulturmedium, um vor allem eine Proliferation der in der Kultur 

enthaltenen Gliazellen zu verhindern. Es erfolgte bis zum Kulturende kein 

weiterer Mediumwechsel. 

 

2.2.5 Kulturexperimente 

Für die Experimente wurden ruhende und chronisch-depolarisierte 

Kulturen in einem Alter von 4 – 6 Tagen verwendet. An ihnen erfolgte entweder 

eine Aktivierung der Proteinkinase C (PKC) mit 100 nM Phorbol-Myristat-Acetat 

(PMA; Sigma) oder eine PKC-Inhibition mit 1 µM Staurosporin (STP; 

Calbiochem, Darmstadt, Deutschland). Beide Substanzen waren in 

Dimethylsulfoxid (DMSO; Sigma) gelöst, die Endkonzentration von DMSO im 

Kulturmedium betrug 0,1 %. Als Kontrolle wurden Zellkulturen nur mit DMSO 

(Konzentration 0,1 %) inkubiert.  

Es wurden 9 Experimente (jeweils PMA, STP und DMSO) an Kulturen mit 

5 mM K+ und 6 Experimente an Kulturen mit 27 mM K+ durchgeführt. 

Die Gesamtzahl der an einem Tag angelegten Zellkulturschalen wurde 

gedrittelt und jedes Drittel mit PMA, STP oder DMSO für je 30 Minuten bei 37° 
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C im Brutschrank inkubiert. Die Aufarbeitung dieser Kulturen erfolgte entweder 

mittels Biotinylierung mit anschließender Zellfraktionierung und Westernblot-

Analyse oder für die Immunfluoreszenzmikroskopie. 

 

2.3 Biotinylierung 

Um nach Inkubation mit den PKC-wirksamen Substanzen PMA und STP 

eine mengenmäßige Änderung der in der oberflächlichen Zellmembran 

enthaltenen GLT1a-Fraktion feststellen zu können, wurde eine modifizierte 

Biotinylierungsmethode nach Davis et al. (1998) und Fournier et al. (2004) 

durchgeführt (Karatas-Wulf et al., 2009; s.u.).  

 

2.3.1 Lösungen 

Für die Biotinylierung wurden folgende Lösungen verwendet: 

PBS 

siehe Absatz 2.2.1 

PBS/Ca2+/Mg2+ 

CaCl2         0,1 mM 

 MgCl2         1 mM 

 in PBS 

Biotin-Lösung 

Sulfo-NHS-SS-Biotin (membranimpermeabel) 

(Perbio Science, Bonn, Deutschland)    1 mg/ml 

 in PBS/Ca2+/Mg2+ 

Glycin-Lösung 

Glycin (Serva, Heidelberg, Deutschland)   100 mM 

 in PBS/Ca2+/Mg2+ 

Radioimmunpräzipitationsprobenpuffer mit Protease-Inhibitoren (RIPA-Puffer) 

NaCl         150 mM 

 EDTA (Roth, Karlsruhe, Deutschland)    1 mM 

 Tris-HCl        100 mM 
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Zum Auflösen der Substanzen in Tris-HCl erfolgten Erwärmung auf 60° 

C, dann Abkühlung auf RT und pH-Einstellung auf pH 7,4. Anschließend 

wurden folgende Bestandteile zugegeben: 

Triton-X-100 (Serva)      1 % (w/v) 

 Natriumdeoxycholate (Sigma)     1 % (w/v) 

 SDS (Roth)        0,1 % (w/v) 

 Leupeptin (Applichem, Darmstadt, Deutschland)  1 µg/ml 

 Aprotinin (Applichem)       1 µg/ml 

 Pepstatin (Applichem)       1 µg/ml 

 Trypsin-Inhibitor (Fluka, Taufkirchen, Deutschland)  1 mg/ml 

 Jodacetamid (Sigma)       1 mM 

 Phenylmethylsulfonylfluorid (Roth)    250 µM 

4x SDS-Probenpuffer 

 SDS (Roth)        8 % (w/v) 

 Tris pH 6,8        240 mM 

 Bromphenolblau (Roth)      0,08 % (w/v) 

 Glycerin (Applichem)      40 % (v/v) 

 β-Mercaptoethanol (frisch zugegeben)     4 % (w/v) 

PBS – Tween 

 Tween 20 (Sigma)       0,05 % (v/v) 

 in PBS 

High-Salt-Waschpuffer 

Triton-X-100 (Serva)      0,1 % (w/v) 

 NaCl         500 mM 

 EDTA (Roth)        5 mM 

 Tris         50 mM 

 pH 7,5 

No-Salt-Waschpuffer 

 Tris         50 mM 

 pH 7,5 

2x SDS-Probenpuffer 

 SDS (Roth)        4 % (w/v) 
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 Tris pH 6,8        120 mM 

 Bromphenolblau (Roth)      0,04 % (w/v) 

 Glycerin (Applichem)      20 % (v/v) 

 β-Mercaptoethanol (frisch zugegeben)     2 % (w/v) 

 

2.3.2 Durchführung der Biotinylierung und Zellfrakt ionierung 

Nach den Kulturexperimenten (siehe Abschnitt 2.2.5) wurden die 

Kulturschalen aus dem Brutschrank entnommen, direkt auf Eis gestellt und 

nach Abziehen des Kulturmediums mittels Pasteurpipette 2x mit eiskaltem 

PBS/Ca2+/Mg2+ gespült. Nach Verwerfen von PBS/Ca2+/Mg2+ wurden pro Well 

750 µl Biotin-Lösung hinzugefügt. Die Inkubation erfolgte auf einem Schüttler 

bei 4° C für 30 Minuten. Der Biotinylierungsvorgang  wurde durch zweimaliges 

Spülen mit Glycin-Lösung und anschließender Inkubation mit derselben Lösung 

für 25 min bei 4° C gestoppt. Anschließend wurden d ie Zellen erneut 2x mit 

PBS/Ca2+/Mg2+ gespült und durch Zugabe von 170 µl RIPA-Puffer pro Well für 

60 min bei 4° C lysiert.  

Die Zelllysate wurden unter Verwendung eines Zellschabers in 1,5 ml 

Eppendorf-Gefäße überführt. Nach Zentrifugation (4° C, 30 min und 16.300 g) 

wurden die Überstände in neue Eppendorf-Gefäße überführt, um sie von den 

nicht-lysierten Zellbestandteilen, die als Pellet zurückblieben, zu trennen. 

Jeweils 300 µl des Überstands wurden als Lysatfraktion mit 300 µl 4x SDS-

Probenpuffer versetzt, eingefroren und bis zur weiteren Verarbeitung bei -40 ° C 

gelagert.  

Um eine weitere Auftrennung in eine Zytosol- und Membran-Fraktion zu 

erreichen, wurde zunächst eine definierte Menge Avidin-Beads vorbereitet. 

Dazu wurden 3x 300 µl der UltraLink Immobilized Monomerix Avidin-Beads 

Suspension (Perbio Science) in jeweils ein 1,5 ml Eppendorf-Gefäße gegeben, 

bei 16.300 g für 5 min zentrifugiert und der Überstand verworfen. Zu den 

verbleibenden Avidin-Beads – Pellets wurden jeweils 300 µl der Lysatfraktionen 

gegeben. Diese Suspensionen wurden anschließend bei 4° C über Nacht 

inkubiert (unter kontinuierlicher Bewegung auf einer Drehscheibe).  
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Am folgenden Tag wurden die Suspensionen zentrifugiert (4° C, 16.300 g, 

15 min) und anschließend die Überstände als Zytosolfraktion in neue 

Eppendorf-Gefäße überführt. Diese Zytosolfraktionen wurden mit jeweils 200 µl 

4x SDS-Probenpuffer versetzt, eingefroren und bei -40° C bis zum weiteren 

Gebrauch gelagert. Die Pellets, welche die an Avidin-Beads gebundenen, 

biotinylierten Plasmamembranproteine enthielten, wurden in 1 ml PBS-Tween 

resuspendiert und für 5 min zentrifugiert (4° C, 16 .300 g). Nach Verwerfen des 

Überstands wurde das Pellet 2x mit High-Salt-Puffer und 1x mit No-Salt-Puffer 

gespült. Nach den Spülschritten erfolgte jeweils eine Zentrifugation (5 min, 4° C, 

16.300 g). Um die Plasmamembranproteine wieder von den Biotin-Avidin-

Beads zu lösen, wurden 300 µl 2x SDS-Probenpuffer dem Pellet zugegeben. 

Die Inkubation erfolgte zuerst für 10 min bei Raumtemperatur und anschließend 

für 30 min bei 37° C (unter kontinuierlicher Bewegu ng auf einer Drehscheibe). 

Abschließend wurden die Proben für 5 min bei 16.300 g zentrifugiert, die sich 

im Überstand befindenden Membranproteine in neue Eppendorf-Gefäße 

überführt, eingefroren und bei -40° C bis zur weite ren Verarbeitung gelagert. 

 

2.4 Proteinbestimmung mit der Amidoschwarzmethode 

Um die Proteinkonzentration in den verschiedenen Proben zu ermitteln, 

wurde die Amidoschwarzmethode verwendet, die auch in Gegenwart von hohen 

Salz- und Detergentienkonzentrationen eine exakte Proteinbestimmung mittels 

Photometrie erlaubt (Dieckmann-Schuppert und Schnittler, 1997). Der 

Azofarbstoff Amidoschwarz bindet an Polypeptidketten und lässt sich auch 

durch Ausfällung der Proteine mit einer Methanol-Essig-Lösung nicht von 

diesen entfernen. 

 

2.4.1 Lösungen 

Folgende Lösungen wurden zur Proteinbestimmung mittels 

Amidoschwarzmethode verwendet: 

Färbelösung 

 Amidoschwarz (Merck, Darmstadt, Deutschland) 2,5 g 
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 Methanol       225 ml 

 A. bidest.        225 ml 

100 % (v/v) Essigsäure     50 ml 

Entfärbelösung 

 Methanol       237,5 ml 

 A. bidest.        237,5 ml 

 100 % (v/v) Essigsäure     25 ml 

Auflöselösung 

 Trichloressigsäure      10 g 

 100 % (v/v) Ameisensäure     80 ml 

 100 % (v/v) Essigsäure     10 ml 

 

2.4.2 Durchführung der Proteinbestimmung  

Auf Cellulose-Acetat-Folien (Sartorius, Göttingen, Deutschland) wurden 1 

cm² große Felder markiert, auf die jeweils 10 µl Proben aufgetragen wurden. 

Zur Ermittlung des photometrischen Nullwerts dienten Felder, auf die nur 2x 

SDS-Probenpuffer aufgetragen wurde. Zur Erstellung einer Eichkurve dienten 

BSA-Proben mit bekanntem Proteingehalt (0,625 – 20 µg, in SDS-Probenpuffer 

gelöst).  

Nach Trocknung der beschichteten Folien wurden diese in eine Schale mit 

Färbelösung gelegt, die unter ständiger Bewegung auf einem Schüttler für 10 

min einwirken konnte. Nach Abgießen der Färbelösung wurden die Folien 5x für 

insgesamt 4 min mit 100 ml Entfärbelösung gespült, so dass unspezifisch am 

Hintergrund gebundener Farbstoff vollständig entfernt wurde. Nach erneutem 

Trocknen wurden die markierten Felder der Cellulose-Acetat-Folien 

ausgeschnitten. Jedes Feld wurde in ein 1,5 ml Eppendorf-Gefäß gegeben, mit 

1 ml Auflöselösung vollständig überdeckt und in einem Wasserbad bei 50° C für 

30 min inkubiert. Nach dieser Inkubation waren die Folienfelder vollständig 

gelöst, so dass die Extinktionen der resultierenden (unterschiedlich blauen) 

Lösungen mit einem Spektralphotometer (Ultrospec III; Pharmacia LKB, 

Uppsala, Schweden) bei 620 nm gegen den entsprechenden Nullwert bestimmt 
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werden konnten. Die Berechnung des Proteingehalts der Proben erfolgte 

entsprechend der BSA-Standard-Eichkurve. 

 

2.5 SDS-Page, Western Blot und statistische Auswert ung 

Um den GLT1a-Gehalt in den Proben zu ermitteln, wurden die Proteine 

zuerst nach ihrer Größe mittels der Natriumdodecylsulfat-

Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-Page) nach Laemmli (1970) aufgetrennt 

und diese im Anschluss auf eine Nitrocellulosemembran überführt (Towbin et 

al., 1979; Burnette, 1981). Nach Inkubationen mit Primär- und 

Sekundärantikörper erfolgte die Schwärzung eines Röntgenfilms mit Hilfe der 

ECL-Methode (enhanced chemiluminescence; Whitehead et al., 1979). Nach 

digitalem Scan der Filme wurden nur die geschwärzten Proteinbanden der 

Membranfraktionen mittels Grauwertanalyse und Mann-Whitney U-Test 

statistisch ausgewertet.  

Zur ausführlichen Darstellung der Durchführung siehe Absatz 2.5.3. 

 

2.5.1 Lösungen 

Sammelgel:  

Acrylamid (Roth)     5 % (w/v) 

Tris pH 6,8      125 mM 

Natriumdodecylsulfat (SDS; Roth)   0,1 % (w/v) 

Ammoniumpersulfat (APS; Roth)   1 mg/ml 

Tetramethylethylendiamin (TEMED; Roth) 3 µl/ml 

Trenngel:  

Acrylamid (Roth)     10 % (w/v) 

Tris pH 8,8      375 mM 

SDS (Roth)      0,1 % (w/v) 

APS (Roth)      1 mg/ml 

TEMED (Roth)     1,5 µl/ml 

Elektrophorese-Puffer:  

Tris-HCl pH 8,3     25 mM 
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Glycin (Serva)      192 mM 

SDS (Roth)      0,1 % (w/v) 

Transblotpuffer: 

Tris       25 mM 

Glycin (Serva)      192 mM 

Methanol      20 % (v/v) 

ECl-Lösung 1  

2,5 mM Luminol (Fluka) in DMSO gelöst 

0,4 mM p-Coumaric-Acid (Sigma) in DMSO gelöst 

100 mM Tris-HCl pH 8,5 

ECl-Lösung 2  

0,02 % (v/v) H2O2 

100 mM Tris-HCl pH 8,5 

 

2.5.2 Antikörper 

Primärantikörper:  

Es handelt sich um ein gut charakterisiertes Immunserum aus dem 

Kaninchen, das gegen die C-terminale Peptidsequenz des GLT1a-Transporters 

gerichtet ist und zur Verfügung gestellt wurde (Schmitt et al., 1996). 

Verdünnung 1:1500 in PBS / 5 % (w/v) Magermilch. Die zur Immunisierung 

verwendete Sequenz lautet A-A-N-G-K-S-A-D-C-S-V-E-E-E-P-W-K-R-E-K. 

 

Sekundärantikörper:  

Verwendet wurde ein Anti-Kaninchen IgG-Antikörper aus der Ziege, der 

mit Horseradish-Peroxidase (HRP) konjugiert war (Bio-Rad, München, 

Deutschland). Verdünnung 1:3000 in PBS / 5 % (w/v) Magermilch 

 

2.5.3 Durchführung 

Die mit SDS-Probenpuffer versetzten Proben wurden zur Denaturierung 

der Proteine für 1 min bei 95° C erhitzt. Pro Exper iment wurden drei 

Acrylamidgele hergestellt (jeweils ein Gel für PMA, STP und DMSO; Dicke 1 
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mm, Länge Sammelgel ca. 8 mm, Länge Trenngel 7 cm). Pro Gel wurde jede 

der drei Fraktionen (Lysat, Zytosol und Membran) 2x aufgetragen 

(Durchführung von Doppelbestimmungen). Auf jede Spur wurde die gleiche 

Proteinmenge aufgetragen (2,5 – 3 µg Protein). Die Sammlung der Proteine im 

Sammelgel erfolgte bei 80 V und deren Auftrennung im Trenngel bei 200 V.  

Die aufgetrennten Proteine wurden aus dem Gel auf eine 

Nitrocellulosemembran (Hybond-C extra; Amersham, Braunschweig, 

Deutschland) transferiert. Dies erfolgte in einer mit Transblotpuffer gefüllten 

Mini Trans-Blot-Kammer (Bio-Rad) im elektrischen Feld bei 100 mA (3 h, RT).  

Unspezifische Bindungsstellen auf den Nitrocellulosemembranen wurden 

anschließend für 90 min mit PBS / 5 % (w/v) Magermilch bei RT geblockt. Zur 

Inkubation mit dem Primärantikörper wurden die Membranen und das Anti-

GLT1a Immunserum (Verdünnung 1:1500) in Folien (PE-Schlauchfolie Dicke 

0,1 mm; Hartenstein, Würzburg, Deutschland) eingeschweißt und unter 

ständiger Bewegung auf einem Drehrad über Nacht bei 4° C inkubiert.  

Nach dreimaligem Spülen mit PBS-Tween (siehe Absatz 2.3.1) wurden die 

Membranen mit dem HRP-konjugierten Anti-Kaninchen Antikörper für 90 min 

bei Raumtemperatur inkubiert (Durchführung entsprechend der Inkubation mit 

dem Primärantikörper, s. o.). Um überschüssigen Antikörper zu entfernen, 

wurden die Nitrocellulosemembranen anschließend 3x für je 10 min mit PBS-

Tween gespült.  

Dann folgte die Entwicklung der Röntgenfilme (HyperfilmTMECL, 

Amersham) mit Hilfe der ECL-Methode. Das Prinzip ist, dass die mittels 

Antikörper selektiv an GLT1a-Protein gebundene HRP in Anwesenheit von 

H2O2 die lokale Oxidation von Luminol katalysiert. Dabei angeregte Elektronen 

führen bei der Rückkehr in ihren Grundzustand zur Emission von Licht 

(Wellenlänge 428 nm), welches zu einer Schwärzung der fotographischen Filme 

führt.  

Die drei Nitrocellulosemembranen wurden zuerst für 1 min in ECL-Lösung 

(Mischung von ECL-Lösung 1 und 2 im Verhältnis 1 : 1) inkubiert und 

anschließend nebeneinander in eine Filmkassette gelegt. Nach Belichtung des 

Röntgenfilms (Dauer 30 sec – 3 min) folgten Entwicklung, Fixierung und 
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Trocknung. Dadurch dass die drei Membranen gleichzeitig auf einem Film 

belichtet wurden, waren die unterschiedlich starken Schwärzungen der 

einzelnen Membranbanden bei den PMA-, STP- und DMSO-Proben 

vergleichbar und konnten statistisch ausgewertet werden.  

 

Nach digitalem Scan (Agfa Arcus II) des Röntgenfilms wurden die 

Proteinbanden mit dem Grauwert-Analyse-Programm „nih image analysis 

software“ (Image J, Version 1.62) quantifiziert.  

 

 

Abb. 2.1 Auswertungsprinzip der Westernblots. 
 

(1) Messfeld für die Bestimmung des Grauwerts der GLT1a-

Proteinbanden, (2) Messfeld (außerhalb des Bandenbereichs) für 

die Bestimmung des Grauwerts des Hintergrunds.  

M= Membranfraktion 

 

 

Hierzu wurde zuerst der Grauwert der GLT1a-Proteinbanden bestimmt, 

der dann um den Grauwert des Röntgenfilmhintergrundes bereinigt wurde (Abb. 

2.1). Da für jede Probe auf dem gleichen Westernblot eine Doppelbestimmung 

durchgeführt wurde, wurde aus beiden Grauwerten der Mittelwert gebildet. 

Dieser Mittelwert wurde auf die pro Spur aufgetragene Proteinmenge bezogen. 

Abschließend wurde der so ermittelte Absolutwert in Relation zum Grauwert der 

DMSO-Spur gesetzt (= 100 %; entspricht der Kontrollbande). Eine 

semiquantitative Auswertung mittels Grauwertanalyse erfolgte nur bei den 

Membranfraktionen der Kulturexperimente, da Veränderungen in der 

Oberflächenexpression von GLT1a im Zentrum der Untersuchungen stehen. 

Es wurden 9 Kulturversuche ausgewertet, bei denen das Kulturmedium 

eine K+-Konzentration von 5 mM hatte, und 6 Kulturversuche, bei denen die 

Zellen sich in einem chronisch-depolarisierten Zustand befanden (27 mM K+ im 

Kulturmedium). 

Für die statistische Analyse wurde der Mann-Whitney-U-Test verwendet 

(Signifikanzniveau von p < 0,05).   
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2.5.4 Nachweis der Glukose-6-Phosphat-Dehydrogenase  

Um sicherzustellen, dass nur Proteine der oberflächlichen Zellmembran 

biotinyliert und affinitätsgereinigt wurden (und nicht zytosolische Proteine 

aufgrund von Zellzerstörung), erfolgte in den drei Fraktionen (Lysat, Zytosol, 

Membran) ein Nachweis von Glukose-6-Phosphat-Dehydrogenase (G6PD) 

mittels Westernblot-Analyse. Das Enzym ist Bestandteil des Pentosephosphat-

Wegs. Cho und Joshi (1990) zeigten, dass es vor allem in Zytosol und 

Mitochondrien lokalisiert ist und nicht in der Zellmembran vorkommt.  

 

Antikörper 

Primärantikörper 

Verwendet wurde ein gut charakterisierter, affinitätsgereinigter Antikörper 

aus dem Kaninchen, der zur Verfügung gestellt wurde (Kugler, 1994). Die 

Aminosäuresequenz des zur Immunisierung verwendeten Enzyms aus der Hefe 

(Boehringer, Mannheim, Deutschland) entspricht weitgehend den G6PD-

Aminosäuresequenzen von anderen Spezies (Nogae und Johnston, 1990).  

 

Sekundärantikörper 

Verwendet wurde ein mit HRP konjugierter Anti-Kaninchen Antikörper aus 

der Ziege (Bio-Rad). Verdünnung 1:3000 in PBS / 5 % (w/v) Magermilch.  

 

Durchführung 

Es wurde eine Westernblot-Analyse (siehe Absatz 2.5.3) an Lysat-, 

Zytosol-, und Membranfraktionen von mit 5 mM K+ kultivierten, zerebellären 

Primärkulturen durchgeführt, die mit DMSO für 30 min inkubiert worden waren. 

Nach Auftrennung der Proteine mittels SDS-Page, wurden diese auf eine 

Nitrocellulosemembran überführt. Es folgten Inkubationen mit Primär- und 

Sekundärantikörper und anschließend die Schwärzung eines Röntgenfilms mit 

Hilfe der ECL-Methode, der digital eingescannt wurde. 
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2.6 Immunfluoreszenzmikroskopie 

 

2.6.1 Antikörper 

Primärantikörper 

Anti-GLT1a Immunserum 

siehe Absatz 2.5.2, Verdünnung 1:100 in Block-Lösung (s. u.). 

Anti-GAP43 Antikörper (Sigma) 

Monoklonaler Antikörper aus der Maus gegen das Growth-Associated 

Protein 43 (GAP43). Verdünnung 1:400 in Block-Lösung. GAP43 ist 

neuronenspezifisch (Burry et al., 1991). 

Sekundärantikörper 

Cy3 konjugierter Anti-Kaninchen Antikörper (Dianova, Hamburg, Deutschland) 

Anti-Kaninchen Antikörper aus der Ziege konjugiert mit Indocarbocyanin 

(Cy3, rot). Verdünnung 1:600 in PBS. 

Cy2 konjugierter Anti-Maus Antikörper (Dianova) 

Anti-Maus Antikörper aus der Ziege konjugiert mit Carbocyanin (Cy2, 

grün). Verdünnung 1:200 in PBS. 

 

2.6.2 Durchführung 

Zur Herstellung der Deckgläschen und Kulturgefäße sowie zur 

Durchführung der Zellkultur siehe Abschnitt 2.2. Die 4 – 6 Tage alten Kulturen 

wurden für 5 min bei -20° C mit Methanol fixiert. N ach anschließendem 

dreimaligen Spülen mit PBS und kurzem Eintauchen in PBS-Tween wurden die 

Deckgläschen für 2 h in einer feuchten Kammer zum Blocken unspezifischer 

Bindungsstellen mit je 50 µl Block-Lösung (0,1 % BSA, 10 % Ziegenserum 

(NGS; Sigma) und 0,05 % Tween 20 in PBS) bedeckt. Nach Entfernung der 

Block-Lösung erfolgte die Inkubation mit 50 µl Erstantikörper-Lösung. Zum 

gleichzeitigen Nachweis zweier Antigene in einem Kulturpräparat wurden beide 

Primärantikörper auf den Deckgläschen zusammenpipettiert 

(Doppelimmunfluoreszenz gegen GLT1a und GAP43) und diese bei 4° C über 

zwei Nächte in der feuchten Kammer inkubiert. 
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Vor Auftragen des Zweitantikörpers wurden die Deckgläschenkulturen 3x 

in PBS gespült und kurz in PBS-Tween eingetaucht, um sie dann mit je 20 µl 

Zweitantikörper-Lösung (mit Cy3 konjugiertem Anti-Kaninchen Antikörper und 

mit Cy2 konjugiertem Anti-Maus Antikörper in PBS, siehe Absatz 2.6.1) für 45 

min bei RT zu inkubieren. Danach erfolgte ein dreimaliger Spülvorgang mit PBS 

und ein kurzes Eintauchen in Aqua bidest. Die Deckgläschen wurden mit 1 % 

(w/v) n-Propylgallat (3,4,5-Trihydroxybenzolsäure n-propylesther; Fluka) in 60 

% (v/v) Glycerinlösung auf Objektträgern montiert. 

Die Auswertung und Fotographie der Präparate erfolgte mit einem Zeiss 

Axioskop 2 mot plus Fluoreszenzmikroskop ausgerüstet mit geeigneter 

Filterkombination für die selektive Visualisierung von Cy2 und Cy3. Die 

Darstellung und Speicherung der Bilder wurden mit der Software „Spot 

Advanced Version 4.6“ durchgeführt. Zur abschließenden digitalen Bearbeitung 

wurde Adobe Photoshop 7.0 benutzt. 
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3 Ergebnisse 

 

3.1 Biochemie an zerebellären Primärkulturen 

Zerebelläre Primärkulturen bestehen zu mehr als 90 % aus glutamatergen 

Körnerzellen (Thangnipon et al., 1983; Kingsbury et al., 1985). Um eine 

mögliche Abhängigkeit von PKC-Effekten auf Körnerzellen in unterschiedlichen 

Polarisierungszuständen zu überprüfen, wurden in der vorliegenden Arbeit 

Primärkulturen 4 – 6 Tage mit 5 mM K+ (polarisierte Körnerzellen) oder mit 27 

mM K+ (chronisch-depolarisierte Körnerzellen) im Kulturmedium kultiviert. Nach 

dieser Kulturzeit erfolgte für 30 min eine Aktivierung der PKC mit 100 nM PMA 

oder eine Inhibition mit 1 µM STP. Zur Kontrolle wurden die Kulturen nur mit 

DMSO (Lösungsmittel für PMA und STP) behandelt.  

Um Veränderungen bei der Oberflächenexpression von GLT1a nach PKC-

Aktivierung oder Inhibition untersuchen zu können, wurden Körnerzellen mit 

Membran-impermeablem Biotin markiert, anschließend fraktioniert und die 

biotinylierten Membranproteine mit Avidin-Beads affinitätsgereinigt. Die daraus 

resultierenden Fraktionen (Lysat, Zytosol, Membran) wurden mittels SDS-Page 

aufgetrennt und mit der Westernblot-Analyse untersucht. In allen drei 

Fraktionen konnte der Glutamattransporter GLT1a nachgewiesen werden (nicht 

dokumentiert für die Lysat- und Zytosolfraktion). Aufgrund unterschiedlich 

starker Glykosylierung waren Proteinbanden vor allem mit Molekulargewichten 

um ~70 kiloDalton (kDa) darstellbar (Abb. 3.2; Danbolt et al., 1992; Rothstein et 

al., 1994). Die stärkste GLT1a-Immunreaktivität war in der Membranfraktion zu 

beobachten. Eine semiquantitative Auswertung mittels Grauwertanalyse 

erfolgte nur bei den Membranfraktionen der Kulturexperimente, da 

Veränderungen in der Oberflächenexpression von GLT1a im Zentrum der 

Untersuchungen stehen. 

Um sicherzustellen, dass in unseren biotinylierten und affinitätsgereinigten 

Membranfraktionen keine zytoplasmatischen Proteine aufgrund von 

Zellzerstörungen biotinyliert vorliegen, wurde als zytoplasmatisches 

Markerprotein die Glukose-6-Phosphat-Dehydrogenase (G6PD) durch 
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Westernblot-Analyse nachgewiesen. G6PD kann in der Lysat- und 

Zytosolfraktion, aber nicht in der Membranfraktion nachgewiesen werden (Abb. 

3.1). Damit ist sichergestellt, dass die Biotinylierung an unbeschädigten Zellen 

erfolgte. 
 

 

Abb. 3.1 Nachweis der G6PD in Lysat-, Zytosol- und Membranfraktion.  
Es handelt sich um Westernblots an Lysat-, Zytosol- und Membranfraktionen von mit 5 mM K+ 

kultivierten, zerebellären Primärkulturen, die mit DMSO für 30 min inkubiert worden waren. 

G6PD ist in der Lysat- und Zytosolfraktion, aber nicht in der Membranfraktion nachweisbar.  

 

Polarisierte Körnerzellen 

Insgesamt wurden 9 zerebelläre Primärkulturen untersucht, die in einem 

Kulturmedium mit 5 mM K+ kultiviert wurden. Nach PKC-Aktivierung (100 nM 

PMA für 30 min) kommt es zu einer signifikanten Abnahme von biotinyliertem 

(in der Oberflächenmembran lokalisierten) GLT1a-Protein verglichen mit DMSO 

(-58 %) und STP (-32 %) behandelten Kulturen. 

Nach PKC-Inhibition (1 µM STP für 30 min) ist zwar eine Abnahme der 

GLT1a-Oberflächenexpression im Vergleich zur Kontrolle (DMSO) zu 

beobachten (-26 %), die jedoch statistisch nicht signifikant ist.  
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Abb. 3.2  Effekte von PMA und STP auf die GLT1a Obe rflächenexpression in 
polarisierten zerebellären Körnerzellen. 
Es handelt sich um Kulturen, die mit 5 mM K+ kultiviert wurden und für 30 min bei 37° C 

entweder mit 100 nM PMA oder 1 µM STP oder dem Lösungsmittel (DMSO) behandelt worden 

waren. Die kultivierten Zellen wurden mit Membran-impermeablem Biotin markiert und 

fraktioniert. Anschließend wurden die biotinylierten Oberflächenmembranproteine mittels Avidin-

Beads affinitätsgereinigt. Die resultierenden Membranfraktionen wurden mittels SDS-Page, 

Westernblot und Grauwertanalyse aufgearbeitet (2,5 – 3 µg Protein pro Spur). Die ermittelten 

Grauwerte wurden auf die pro Spur aufgetragene Proteinmenge bezogen.  

Im oberen Teil der Abbildung handelt es sich um die Membranproteinbanden eines 

repräsentativen Westernblots. Im unteren Abschnitt der Abbildung sind die Ergebnisse der 

Grauwertanalyse von 9 unabhängigen Experimenten (pro Experiment erfolgte eine 

Doppelbestimmung) als Säulendiagramm aufgetragen. Die Grauwerte (Mittelwert ± 

Standardfehler) wurden in Beziehung zur DMSO-Kontrolle (=100 %) gesetzt. * p < 0,05. 

 

Chronisch-depolarisierte Körnerzellen 

Insgesamt wurden 6 zerebelläre Primärkulturen, die in einem 

Kulturmedium mit 27 mM K+ kultiviert wurden, untersucht. Zwischen den 

verschiedenen Kulturexperimenten ergaben sich keine signifikanten 
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Unterschiede in der Oberflächenexpression von GLT1a: DMSO = 100 ± 8,2 %; 

PMA = 100,6 ± 5,0 %; STP = 94,4 ± 8,3 %. 

 

 

Abb. 3.3 Effekte von PMA und STP auf die GLT1a Ober flächenexpression in 
chronisch-depolarisierten zerebellären Körnerzellen . 
Die Experimente an chronisch-depolarisierten Körnerzellen (KCl-Konzentration des 

Kulturmediums 27 mM) sowie deren Aufarbeitung erfolgten wie in Abbildungslegende 3.2 

beschrieben.  

Im oberen Teil der Abbildung handelt es sich um die Membranproteinbanden eines 

repräsentativen Westernblots. Im unteren Abschnitt der Abbildung sind die Ergebnisse der 

Grauwertanalyse von 6 unabhängigen Experimenten (pro Experiment erfolgte eine 

Doppelbestimmung) als Säulendiagramm aufgetragen. Die Grauwerte (Mittelwert ± 

Standardfehler) wurden in Beziehung zur DMSO-Kontrolle (=100 %) gesetzt. Die statistische 

Auswertung der Grauwerte der verschiedenen Experimente ergab keine Unterschiede zwischen 

PMA, STP und DMSO. 
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3.2 Immunzytochemie an zerebellären Primärkulturen 

Nach Kultivierung der Körnerzellen für 4 – 6 Tage in einem Kulturmedium 

mit 5 mM K+ (polarisierte Körnerzellen) oder mit 27 mM K+ (chronisch-

depolarisierte Körnerzellen), wurden die Primärkulturen mit 100 nM PMA oder 1 

µM STP oder dem Lösungsmittel der beiden Substanzen (DMSO) für 30 min 

inkubiert. Am 4. – 6. Kulturtag besitzen diese Neurone zahlreiche schlanke, sich 

verzweigende Fortsätze (Neuriten) mit unterschiedlich großen Varikositäten und 

ähneln multipolaren Körnerzellen in situ (Powell et al., 1997; Zmuda und Rivas, 

1998). 

Es erfolgte ein Doppelimmunfluoreszenznachweis mit Anti-GLT1a 

Immunserum und Anti-GAP43 Antikörper (GAP43 ist ein Markerprotein für 

Neurone; Burry et al., 1991). GLT1a und GAP43 sind in Perikarya, Neuriten und 

Varikositäten nachweisbar. Durch die Doppelmarkierung kann GLT1a eindeutig 

den Körnerzellen und ihren Neuriten zugeordnet werden. Aufgrund des 

eingeschränkten Auflösungsvermögens der Lichtmikroskopie kann nicht 

zwischen einer zytoplasmatischen oder membranösen Lokalisation 

unterschieden werden (Abb. 3.4).  

 

Polarisierte Körnerzellen 

An Körnerzellen im polarisierten Zustand (Kulturmedium mit 5 mM K+) 

führt die Inkubation mit STP und DMSO zu ähnlichen Ergebnissen. Die Neuriten 

der Körnerzellen sind dünn und weisen unterschiedlich viele, kleine 

Varikositäten auf. Im Vergleich hierzu ist nach Inkubation mit PMA eine 

Größenzunahme zahlreicher Varikositäten zu beobachten (Abb. 3.4). Die 

Größenzunahme von Varikositäten nach PKC-Aktivierung steht im Einklang mit 

vorausgegangenen Untersuchungen an zerebellären Körnerzellen (Karatas-

Wulf et al., 2009). 
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Abb. 3.4 Doppelimmunfluoreszenz-Nachweis von GLT1a und GAP43 in 
polarisierten Körnerzellen nach Inkubation mit PMA,  STP oder DMSO. 
Nach 4 – 6 tägiger Kultivierung der Körnerzellen in einem Medium mit 5 mM K+ wurden diese 

mit PMA (100 nM) oder STP (1 µM) oder dem Lösungsmittel DMSO (Kontrolle) für jeweils 30 

min behandelt. Nachgewiesen wurden GLT1a (rot) und das neuronenspezifische GAP43 (grün; 

Burry et al., 1991) mittels Doppelimmunfluoreszenz. Nach Behandlung mit DMSO oder STP 

sind Perikarya, dünne Neuriten und kleine Varikositäten immunpositiv für GLT1a und GAP43. 

Nach PKC-Aktivierung mit PMA sind Körnerzellen mit zahlreichen großen Varikositäten (Pfeile) 

zu beobachten. Maßstabsbalken = 10 µm. 

 

Chronisch-depolarisierte Körnerzellen 

An chronisch-depolarisierten Körnerzellen (Kulturmedium mit 27 mM K+) 

führt die Inkubation mit PKC-wirksamen Substanzen oder mit DMSO zu keiner 

Veränderung der Varikositätengröße und Immunreaktivität. Auch gleichen die 

Fortsätze der Körnerzellen denen von polarisierten Zellen, die mit DMSO oder 

STP inkubiert wurden (nicht dokumentiert). 



Diskussion 

 

30

4 Diskussion 

 

In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass (1) GLT1a in 

Körnerzellen von zerebellären Primärkulturen nachweisbar ist, (2) die 

Aktivierung der PKC bei polarisierten Körnerzellen zur Bildung von zahlreichen, 

großen Varikositäten und zu einer Abnahme der GLT1a-Oberflächenexpression 

führt und (3) der elektrophysiologische Status der Körnerzellen Einfluss auf die 

Ausbildung von Varikositäten und die Oberflächenexpression von GLT1a hat.  

 

4.1 Vorkommen von GLT1a in kultivierten Körnerzelle n 

Vorausgehende Untersuchungen zeigten, dass der Glutamattransporter 

GLT1a auf Proteinebene im adulten Gehirn nahezu ausschließlich in 

astrozytären Gliazellen vorkommt (Übersicht bei Danbolt, 2001). GLT1a-Protein 

konnte darüber hinaus auch in Neuronen der Retina (Untersuchungen an Ratte 

und Affe; Rauen und Kanner, 1994; Euler und Wassle, 1995; Übersicht bei 

Danbolt, 2001) und des fetalen Gehirns nachgewiesen werden 

(Untersuchungen an Ratte und Schaf; Furuta et al., 1997; Northington et al., 

1998; Northington et al., 1999). Dies stellte einen gewissen Widerspruch zu 

Ergebnissen auf mRNA-Ebene dar. Es konnte nämlich mittels in-situ-

Hybridisierung nachgewiesen werden, dass GLT1a-mRNA in zahlreichen 

Neuronentypen des adulten Gehirns vorkommt (Schmitt et al., 1996; Torp et al., 

1997; Berger et al., 2005), und dass nach ischämischen Insulten Neurone 

GLT1a auf mRNA- und Proteinebene exprimieren (Torp et al., 1995; Martin et 

al., 1997).  

Neuere Untersuchungen kamen zu dem Ergebnis, dass GLT1a-Protein 

auch in Neuronen des adulten Gehirns (Untersuchungen am Hippocampus) 

vorkommt (Chen et al., 2004). Quantitative Auswertungen von Furness et al. 

(2008) ergaben, dass im Hippocampus 10 – 20 % des GLT1a-Proteins in 

Neuronen lokalisiert ist. Hinsichtlich des adulten Kleinhirns konnte GLT1a-

Protein bisher in Astrozyten und Bergmann-Gliazellen (jedoch nicht in 
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Körnerzellen und Purkinjezellen) mittels Immunfluoreszenzmikroskopie 

dargestellt werden (Schmitt et al., 1996).  

In unseren Untersuchungen konnten wir nun zeigen (s. Absatz 3.2), dass 

im Gegensatz zur Situation in vivo kultivierte Körnerzellen GLT1a-Protein in 

Perikarya, Neuriten und Varikositäten enthalten. Dies lässt sich möglicherweise 

damit erklären, dass unter Kulturbedingungen verschiedene neuronale 

Zelltypen GLT1a exprimieren. Dies konnte bisher für hippocampale Neurone 

(Brooks-Kayal et al., 1998; Mennerick et al., 1998; Plachez et al., 2000) sowie 

für kultivierte Purkinjezellen gezeigt werden (Meaney et al., 1998).  

Somit sind mindestens drei Glutamattransporter, nämlich GLT1a, GLT1b 

und EAAC1, nicht jedoch GLAST, in kultivierten Körnerzellen nachweisbar 

(Karatas-Wulf et al., 2009).  

 

4.2 Größenzunahme von Varikositäten bei polarisiert en Körnerzellen 

nach PKC-Aktivierung 

Körnerzellen, die mit wenig Kalium im Kulturmedium kultiviert werden, 

befinden sich in einem polarisierten Zustand, während solche, die mit viel 

Kalium kultiviert werden, chronisch depolarisiert sind (Gallo et al., 1987; Balazs 

et al., 1988). Bemerkenswert ist, dass nach PKC-Aktivierung morphologische 

Veränderungen an den Varikositäten von Körnerzell-Neuriten auftreten und 

zwar nur dann, wenn Körnerzellen mit wenig Kalium (polarisierte Körnerzellen) 

kultiviert werden. Die Varikositäten nehmen an Größe zu verglichen mit 

Kontrollen (DMSO) oder PKC-Inhibition (STP). Entsprechende Veränderungen 

sind nicht zu beobachten, wenn die Körnerzellen chronisch-depolarisiert 

vorliegen (Kulturmedium mit viel Kalium).  

Dies steht in Einklang mit Befunden in der Literatur bzw. lässt sich mit 

diesen möglicherweise erklären. Bei Aplysia führt die PKC-Aktivierung zu einer 

vorübergehenden, starken Zunahme der Zahl von Varikositäten sensorischer 

Neurone (Wu et al., 1995). Diese Zunahme ist 2 h nach PKC-Aktivierung 

offensichtlich, während entsprechende Veränderungen bei den 

Wachstumskegeln bereits 15 – 30 min nach Aktivierung auftreten. Letzteres 

entspricht unserem experimentellen Zeitfenster.  
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Unsere Hypothese ist, dass die Vergrößerung der Varikositäten von 

Körnerzellneuriten durch eine PKC-abhängige Integration unterschiedlicher 

Vesikelpopulationen in die Zellmembran der vorbestehenden, kleinen 

Varikositäten bedingt ist. Es ist anzunehmen, dass vor allem Transmitter 

enthaltende, präsynaptische Vesikel zu diesen Vesikeln gehören, die in die 

Varikositäten inkorporiert werden. Für diese Annahme spricht, dass eine PKC-

Aktivierung von Calyx Heldsynapsen (Lou et al., 2005; Lou et al., 2008) und von 

PC12-Zellen (Shoji-Kasai et al., 2002) die spontane Freisetzung von 

Transmittern verstärkt. Weitere Vesikelpopulationen, die nach PKC-Aktivierung 

in die Varikositäten integriert werden, könnten solche sein, die die 

Glutamattransporter EAAC1 und GLT1b enthalten (Karatas-Wulf et al., 2009). 

Es wurde gezeigt, dass es nach PKC-Aktivierung zu einer signifikanten 

Zunahme der Oberflächenexpression von EAAC1 und GLT1b kommt, die 

normalerweise in zytoplasmatischen Vesikeln gespeichert vorliegen. 

Dass PKC-abhängige Veränderungen der Varikositäten nicht bei 

chronisch-depolarisierten Körnerzellen zu beobachten sind, kann gegenwärtig 

nicht erklärt werden, zumal keine Literaturdaten zu dieser Thematik vorliegen.  

 

4.3 Internalisierung von GLT1a nach PKC-Aktivierung  in polarisierten 

Körnerzellen 

Nach unseren Biotinylierungsexperimenten führt die PKC-Aktivierung 

durch PMA bei polarisierten Körnerzellen (Kulturmedium mit 5 mM KCl) zu einer 

signifikanten Abnahme der Oberflächenexpression von GLT1a. Diese Befunde 

stehen im Einklang mit solchen, die an C6 Glioblastomzellen, primären 

Astrozytenkulturen und an Neuron-Glia-Cokulturen erhoben wurden 

(Kalandadze et al., 2002; Zhou und Sutherland, 2004; Guillet et al., 2005). 

Somit führt die PKC-Aktivierung bei verschiedenen kultivierten Zelltypen 

(einschließlich der glutamatergen Körnerzellen) zu einer Abnahme von GLT1a 

in der oberflächlichen Zellmembran. 

Möglicherweise sind PKC-vermittelte Effekte auf GLT1a jedoch 

zelltypspezifisch. So wurde mitgeteilt, dass die PKC-Aktivierung bei GLT1 

transfizierten Hela-Zellen zu einer Zunahme der GLT1-Aktivität führt (Casado et 
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al., 1993). Hingegen wurde in humanen Y-79 Retinoblastomzellen eine 

Abnahme der GLT1a-Aktivität nach PKC-Aktivierung beobachtet (Ganel und 

Crosson, 1998). In anderen Zelllinien (L-M (TK -) und MCB) hatte eine PKC-

Aktivierung keine Effekt auf die GLT1a-Aktivität (Tan et al., 1999). Diese 

widersprüchlichen Ergebnisse können derzeit nicht abschließend beurteilt 

werden. Es ist jedoch davon auszugehen, dass primäre Zellkulturen sich näher 

an der in vivo Situation befinden als immortalisierte Zelllinien (Gonzalez und 

Robinson, 2004). 

Neuere Untersuchungen haben gezeigt, dass es nach PKC-Aktivierung 

bei C6 Glioblastomzellen zu einer Clathrin-abhängigen Internalisierung und 

anschließender lysosomaler Degradation von GLT1a kommt (Susarla und 

Robinson, 2008). Diese PKC-abhängige Internalisierung wird auf eine 

Ubiquitinylierung C-terminaler Lysinresten von GLT1a zurückgeführt (Gonzalez-

Gonzalez et al., 2008).  

In weiteren Untersuchungen konnte gezeigt werden, dass PKC nicht nur 

die Oberflächenexpression von GLT1a beeinflusst, sondern auch direkt zu einer 

Phosphorylierung führt (Gonzalez et al., 2005). Ob Phosphorylierung und 

Ubiquitinylierung von GLT1a in Zusammenhang stehen, müssen weitere 

Untersuchungen zeigen. 
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5 Zusammenfassung 

 

Der Glutamattransporter GLT1a ist ubiquitär im gesamten ZNS 

nachweisbar und kommt dabei hauptsächlich in den Plasmamembranen von 

astrozytären Gliazellen und zum geringeren Teil auch in denen von Neuronen 

vor. GLT1a hat entscheidende Bedeutung für eine schnelle Beseitigung von 

synaptisch freigesetztem Glutamat aus dem Interzellularraum und damit für die 

Beendigung glutamaterger Transmission sowie für den Schutz von Neuronen 

vor einer neurotoxischen Wirkung von Glutamat. Bisherige Untersuchungen 

weisen darauf hin, dass GLT1a vor allem durch die Proteinkinase C (PKC) 

reguliert werden dürfte. Es fehlen jedoch Untersuchungen an einem gut 

charakterisierten primären Zellkultursystem über den Einfluss der PKC auf die 

GLT1a-Oberflächenexpression.  

Ziel der vorliegenden Arbeit war es deshalb, den Einfluss einer PKC-

Aktivierung und -Inhibiton auf die Oberflächenexpression von GLT1a an 

primären Körnerzellkulturen des Kleinhirns der Maus zu untersuchen. Dieses 

Kultursystem ist gut charakterisiert und besteht überwiegend aus glutamatergen 

Körnerzellen. Als Untersuchungsmethoden wurden Immunzytochemie sowie 

Westernblot-Analysen nach Biotinylierung und Zellfraktionierung eingesetzt. 

Zusätzlich sollte nachgewiesen werden, ob der elektrophysiologische Status der 

Körnerzellen Einfluss auf die PKC-vermittelte Oberflächenexpression von 

GLT1a hat. Die zerebellären Körnerzellkulturen wurden aus Kleinhirnen von 5 – 

6 Tage alten Mäusen hergestellt. Polarisierte Zellen wurden in einem 

Kulturmedium mit 5 mM K+ und chronisch-depolarisierte Körnerzellen in einem 

Kulturmedium mit 27 mM K+ für 4 – 6 Tage kultiviert.  

Mittels Doppelimmunfluoreszenz zum Nachweis von GLT1a und GAP43 

konnte gezeigt werden, dass kultivierte Körnerzellen GLT1a-Protein in 

Perikarya, Neuriten und Varikositäten enthalten. Nach Aktivierung der PKC mit 

Phorbol-Myristat-Acetat (PMA; 100 nM für 30 min bei 37° C) wurden zahlreiche 

vergrößerte Varikositäten entlang der Neuriten von polarisierten Körnerzellen 

beobachtet. Demgegenüber ähnelten die Neuriten von chronisch-
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depolarisierten Körnerzellen nach PKC-Aktivierung denen von mit Staurosporin 

(STP, PKC-Inhibitor; 1 µM, 30 min, 37° C) oder DMSO  (Kontrolle) behandelten 

Kulturen (schlanke Fortsätze und kleine Varikositäten).  

Mittels Biotinylierung, Zellfraktionierung und anschließenden Westernblot-

Analysen konnte nach PKC-Aktivierung an polarisierten Körnerzellen eine 

signifikante Abnahme von biotinyliertem (in der Oberflächenmembran 

lokalisierten) GLT1a-Protein im Vergleich zu Kulturen gezeigt werden, die mit 

DMSO (-58 %) und STP (-32 %) behandelt worden waren. An chronisch-

depolarisierten Zellen konnten demgegenüber keine Veränderungen in der 

GLT1a-Oberflächenexpression nach PKC-Aktivierung oder -Inhibition im 

Vergleich zu Kontrollen beobachtet werden. 

Die Ergebnisse lassen den Schluss zu, dass es an polarisierten, 

glutamatergen Körnerzellen des Kleinhirns in vitro nach PKC-Aktivierung zu 

einer Abnahme der Oberflächenexpression von GLT1a kommt. 
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