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Abkürzungsverzeichnis 
 

µg Mykrogramm 

µL Mykroliter 

µmol Mykromol 

BRL Rosiglitazon 

BSA Bovines Serum Albumin 

B-Zellen B-Lymphozyten 

C Zystein 

CC β Chemokin  

CD Cluster of differentation 

Co Kontrolle 

CRP C-reaktives Protein 

CXC α Chemokin 

DMSO Dimethylsulfoxid 

EDTA Ethylendiamintetraacetat 

GW-1929 [(N-12-Benoylphenyl)-L-tyrosine 

PPARγ Agonist] 

ICAM intercellular adhesion molecule  

IFN Interferon 

IL Interleukin 

L Liter 

LDL Low density lipoproteins 

MACS Magnetic cell sorting 

M-CSF Macrophage colony stimulating 

factor  

MHC Major Histocompatibility Complex 

Min  Minute 

Mio Millionen 

MIP Makrophage-inflamatory protein  
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ml Milliliter  

MMP Matrix Metalloproteinase 

n Anzahl 

ng Nanogramm 

NK Natürliche Killer Zellen 

p Signifikanzniveau 

PBS Phosphate buffered saline 

Pio  Pioglitazon 

PPAR Peroxisome proliferator-activated 

receptor 

R Rezeptor 

RANTES Regulated on activation, normal T 

cell expressed and secreted 

RPM Rounds per minute 

RPMI Roswell Park Memorial Institute  

RT Raumtemperatur 

SDF-1α Stromal cell-Derived Factor 1 Alpha

SEM Mean±standard error of the mean 

SMC Smooth muscle cell 

TCR T cell receptor 

TH1-Zellen T-Helfer-1-Zellen 

TNF Tumor necrosis factor 

T-Zellen CD4-positive Lymphozyten 

VCAM vascular cell adhesion molecule 

VSMC Vascular smooth muscle cell 

WY-14643 4-Chloro-6-(2,3-xylidino)-2-

pyrimidinylthio acetic acid 

X Aminosäure 
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I. Einleitung 

 

1. Atherogenese 
 

Die Atherosklerose – mit ihren Folgen koronarer Herzkrankheit, 

Myokardinfarkt und zerebralem Insult – ist heute in den meisten 

westlichen Industrieländern die häufigste Todesursache im 

Erwachsenenalter (Hach-Wunderle 2001).  

 

Unter Arteriosklerose versteht man eine weit verbreitete 

Systemerkrankung, die degenerativ und chronisch fortschreitet und zu 

produktiven Veränderungen der Gefäßwand führt. Diese Veränderungen 

betreffen vor allem die mesenchymalen Zellen der Intima und der inneren 

Schichten der Media der Arterienwand (Hoffman-La Roche AG 1998). Die 

arterio-sklerotischen Läsionen finden sich vor allem in großen und 

mittleren elastischen sowie muskulären Arterien (Ross 1999). 

 

Die Atherogenese, die Entstehung der Atherosklerose, ist ein komplexer 

und zum Teil bis heute nicht vollständig geklärter Prozess. Zu den 

Risikofaktoren zählen nicht beeinflussbare und beeinflussbare Dinge. Als 

nicht beeinflussbares Risiko gelten das Alter, das männliche Geschlecht 

und das genetische Erbgut. Beeinflussbar sind durch einen Wandel im 

Lebensstil oder durch eine entsprechende Medikation 

Hyperlipoproteinämie, Diabetes mellitus, Hypertension, Rauchen, 

Übergewicht und zu wenig körperliche Betätigung (Libby, in: Braunwald 

2001).  
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Arbeiten der letzten Jahre sehen die Atherogenese als einen 

inflammatorischen Prozess in der Gefäßwand, der über Jahre und 

Jahrzehnte abläuft. Dabei werden inflammatorische Zellen wie 

Monozyten, Makrophagen und T-Lymphozyten (T-Zellen) sowie 

inflammatorische Mediatoren wie Zytokine, Wachstumsfaktoren und 

Chemokine involviert (Libby et al. 1999; Libby et al. 2002; Ross 1999). 

 

Beobachtungen an Mensch und Tier legen nahe, dass die ersten Schritte 

in der Arteriosklerose durch eine endotheliale Dysfunktion 

gekennzeichnet sind. Die Folge ist eine erhöhte Endothelpermeabilität 

und Insudation von Lipoproteinen und anderen Plasmakomponenten wie 

C-reaktives Protein (CRP) in die Gefäßwand (Napoli et al. 1997). 

Gleichzeitig kommt es zur Aktivierung des Endothels mit nachfolgender 

Expression von Adhäsionsmolekülen auf der Zelloberfläche, wie vascular 

cell adhesion molecule (VCAM) 1 und intercellular adhesion molecule 

(ICAM) 1, beide Mitglieder der Immunglobulin-Superfamilie, und P-

selectin, aus der Familie der Leukozyten Rezeptoren.  In der Folge 

kommt es zu einer festen Anheftung von Leukozyten an das Endothel. 

Einmal angeheftet, penetrieren einige der Lymphozyten, vor allem 

Monozyten und T-Zellen, in die Gefäßwand (Cybulsky et al. 1991; Li et al. 

1993; Nelken et al. 1991; Wang et al. 1991).  

 

Die in die  Arterienwand gewanderten Makrophagen nehmen Lipide über 

rezeptorgesteuerte Endozytose auf und wandeln sich in Schaumzellen 

um (Libby, in: Braunwald 2001). Die so genannten Scavenger-

Rezeptoren erlauben es ihnen auch modifizierte Liporoteine 

aufzunehmen (Libby et al. 2002). Diese lipidbeladenen Makrophagen 

charakterisieren das frühe Stadium der Arteriosklerose, der Fatty-Streak 

Läsion. Zusätzlich sezernieren die Makrophagen Wachstumsfaktoren und 

 5



Zytokine. Einer dieser Faktoren, der macrophage colony stimulating 

factor (M-CSF) ist an der bereits erwähnten Umwandlung von Monozyten 

in Schaumzellen beteiligt (Ross 1999). Die in die Gefäßwand 

eingewanderten T-Lymphozyten, vor allem CD4-positiven Zellen, 

differenzieren sich zu so genannten T-Helfer-1 (TH1-) Zellen und setzten 

ebenfalls proinflammatorische Zytokine wie Interferon-gamma (IFNγ), 

Tumor necrosis factor alpha (TNFα) und Interleukin-2 (Il-2) frei. 

(Hannsson et al. 1988; Stemme et al. 1995; Stemme et al. 1994). Die von 

Monozyten/Makrophagen und T-Lymphozyten freigesetzten Zytokine 

führen wiederum, im Sinne eines Circulus vitiosus, zu einer erneuten 

Aktivierung der Gefäßwandzellen und Leukozytenrekrutierung (Raines et 

al. 1993).  

 

Zur fortgeschrittenen Läsion kommt es im weiteren Verlauf durch 

Apoptose und Zelltod sowie durch proteolytische Aktivität und weitere 

Lipid-akkumulation. Es entsteht die arteriosklerotische Plaque mit einem 

nekrotischen Lipidkern (Ross 1999). Dieser Kern besteht aus Lipiden, 

Leukozyten und zugrunde gegangenen Zellen. Er wird von einer fibrösen 

Kappe aus Gefäßmuskelzellen und extrazellulärer Matrix geschützt. 

Durch eine Ausdünnung der fibrösen Kappe, unter dem Einfluss 

proinflammatorischer Mediatoren wie IFNγ oder durch von Makrophagen 

sezernierten matrixdegradierenden Enzymen, geht die stabile Plaque in 

eine instabile Form über (Amento et al. 1991; Libby et al. 1996). In der 

Folge kann es unter dem Einfluss von Scherkräften zur Ruptur der 

instabilen Plaque und konsekutiv zur Ausbildung okkludierender oder 

nicht-okkludierender Thromben an der rupturierten Plaque kommen. Das 

klinische Korrelat solcher Plaquerupturen stellt das akute 

Koronarsyndrom mit instabiler Angina pectoris oder akutem 

Myokardinfarkt dar (Libby, Circulation 2001). 
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2. T-Lymphozyten 
 
Thymusabhängige Lymphozyten werden kurz auch T-Zellen genannt. 70 

bis 80% der mononukleären Zellen im Blut sind T-Lymphozyten. Gebildet 

und geprägt im Thymus, halten sich später die reifen T-Zellen nur zu 

circa 2% im peripheren Blut auf. Der überwiegende Teil der T-Zellen 

findet sich im Ductus thoracicus, in den Lymphknoten und der Milz. Sie 

sind die primären Effektorzellen der zellulär vermittelten Immunabwehr. 

Man unterscheidet strukturell mehrere Subpopulationen, die durch die 

Oberflächenantigene Cluster of differentation (CD)4 und CD8 

gekennzeichnet sind. Zwei Drittel der Zellen sind CD4-positiv, etwa ein 

Drittel CD8-positiv. Nur 5% der Zellen exprimieren keines der beiden 

Oberflächenantigene, sie werden „Null-Zellen“ genannt. CD4-positive 

Helfer-Zellen sind vor allem regulatorisch wirkende Zellen. Sie steuern 

die T- und B-Zell-Funktion sowie die der Monozyten durch die Produktion 

von Zytokinen und direkten Zellkontakt. CD8-positive Zellen, auch als 

zytotoxische Zellen bezeichnet, sind in der Lage, viral infizierte 

körpereigene Zellen oder dem Körper fremde Zellen zu lysieren 

(Eppinger 2001).  

 

T-Lymphozyten können nicht direkt auf fremde Antigene reagieren. 

Vielmehr müssen die Antigene von Antigen präsentierenden Zellen 

aufgenommen, in kleine Peptid-Fragmente zerteilt und in Zusammenhang 

mit Major Histocompatibility Complex (MHC) II Molekülen auf der 

Oberfläche präsentiert werden. Endogene Antigene wie zum Beispiel 

Peptide einer virusbefallenen Zelle werden im Zusammenhang mit MHC I 

präsentiert. Erst auf diese Weise wird ein Erkennen durch den T-Zell 

Rezeptor möglich (Haynes et al. 2001). CD4-positive T-Lymphozyten 

interagieren nur mit Klasse-II-MHC-Molekülen, während CD8-positive T-
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Lymphozyten mit Klasse-I-MHC-Molekülen interagieren und so an fast 

alle kernhaltigen Zellen binden können (Eppinger 2001). Nach  Bindung  

der Lymphozyten an die MHC-Moleküle erfolgt eine intrazelluläre 

Signaltransduktion, die letztendlich zu einer Expression von Zytokinen 

führt (Haynes et al. 2001). Darunter fallen auch proinflammatorische 

Mediatoren wie IFNγ, TNFα und IL-2, die zu einer Aktivierung anderer 

Gefäßwandzellen führen und auf diese Weise das Fortschreiten der 

Plaqueentwicklung fördern. Zusätzlich kommt es unter dem Einfluss von 

IFNγ zu einer verminderten Synthese der Matrixbestandteile Kollagen 

und Elastin und somit während der fortgeschritteneren Stadien der 

Arteriosklerose zu einer Schwächung der fibrösen Kappe der 

arteriosklerotischen Plaque. Zusätzlich werden mit Hilfe der Zytokine 

Makrophagen aktiviert, die ihrerseits eine proinflammatorische Wirkung in 

der Gefäßwand besitzen (Amento et al. 1991; Binder et al. 2002). Die 

Migration der T-Lymphozyten in die arteriosklerotische Läsion stellt auf 

Grund dieser Modulationsmöglichkeiten einen wichtigen Schritt in der 

Atherogenese dar (Ross 1999). 

 

3. Migration 
 

CD4-positive Lymphozyten brauchen, um agieren zu können, den 

direkten Kontakt mit dem Antigen. Daraus ergibt sich die Notwendigkeit, 

zu ihren Zielzellen in das Gewebe migrieren zu können. Postkapilläre 

Venulen  kontrollieren diese Wanderung vom Blut in die Peripherie. Aus 

Motilitätsstudien über CD4-positive Zellen weiß man, dass diese eine 

polarisierte Struktur besitzen. Der führende Pol weist Chemokin-

rezeptoren auf, es folgen der Zellkörper mit dem Kern und eine 

Endstruktur, die unter anderem Adhäsionsstrukturen beherbergt. 

Während des Kontaktes mit dem Antigen findet ein Strukturwandel statt 

(Serrador et al. 1999). Um den Blutstrom zu verlassen, bedarf es 
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mehrerer Schritte. Zuerst müssen sich die CD4-positiven Lymphozyten 

mit Hilfe von ihren Adhäsionsrezeptoren wie L-Selektin, P- und E-Selektin 

an das Endothel anheften. Diese Bindungen sind jedoch nicht stabil 

genug, um die Zellen zu halten. Durch den Blutstrom getrieben, rollen die 

Zellen über die Gefäßwand. Um diese Bewegung zu stoppen, brauchen 

die Lymphozyten einen zweiten Rezeptor aus der Familie der Integrine, 

erst dann heften sie sich fest an. Es folgt die Diapedese in das Gewebe. 

 

Die Integrine, derer es zum festen Anhaften bedarf, müssen im 

Gegensatz zu den Selektinen erst aktiviert werden, indem sie Signale von 

Chemokinen von der Gefäßwand erhalten. Die Chemokine werden nach 

der Position ihrer Cysteingruppen in vier Untergruppen unterteilt. CXC  

(α Chemokin; C: Zystein, X: Aminosäure), die zwei Cysteinsäuren werden 

von einer anderen Aminosäure separiert, die Rezeptoren heißen CXCRs 

(C: Zystein, X: Aminosäure, R: Rezeptor); CC (β Chemokin) besteht aus 

zwei Cysteinsäuren und die entsprechenden Rezeptoren  werden CCRs 

genannt. Die beiden anderen Gruppen heißen CX3C und XC. Sie haben 

jeweils nur einen Rezeptor (Andrian et al. 2000). 

 

Es sind eine Reihe von Chemokinen bekannt, die - an die jeweiligen 

Rezeptoren gebunden - zur Migration der CD4-positiven Zelle führen 

können. In der vorliegenden Arbeit liegt der Schwerpunkt auf den 

Chemokinen RANTES (Regulated on activation, normal T cell expressed 

and secreted) und SDF-1α  (Stromal cell-Derived Factor 1 Alpha).  

 

RANTES ist ein Chemokin, das in entzündlichen Läsionen exprimiert wird 

und dessen Produktion von durch IFNγ stimulierten Endothelzellen 

hochreguliert wird. Es bindet ebenso wie Macrophage-inflammatory 

protein-1α (MIP-1α) und MIP-1β an den Rezeptor CCR5 (Kawai et al. 
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1999; Kuroiwa et al. 2000; Taguchi et al. 1998). RANTES scheint 

während der Migration nicht die Adhäsion der Zellen zu beeinflussen, 

sondern für Diapedese verantwortlich zu sein (Kawai et al. 1999). 

 

SDF-1 ist im Körper in zwei Varianten vorhanden. SDF-1α und SDF-1β. 

Es wird durch eine Reihe von Zellen und Geweben produziert und findet 

sich ebenfalls in entzündlichem Gewebe. Als Chemokin dient es vor 

allem Monozyten, B-Vorläuferzellen und T-Zellen (Blades et al. 2002; 

Nanki et al. 2000). Es bindet an den CXCR4 Rezeptor, der auf 

Endothelzellen und T-Lymphozyten exprimiert wird. Es hat sich gezeigt, 

dass SDF-1α speziell an Fibronektin bindet und auf diese Weise 

präsentiert konzentrationsabhängig Einfluss auf die Migration nimmt. 

Wobei sich feststellen lässt, dass auch SDF-1α scheinbar keinen Einfluss 

auf die Adhäsion der CD4-positiven Zellen besitzt.  Vielmehr hat sich in 

Experimenten herausgestellt, dass sich die Zellen bei Stimulation mit 

SDF-1α polarisieren und orientieren sowie im weiteren Verlauf eine der 

Migration entsprechende Morphologie annehmen (Pelletier et al. 2000). 

 

4. PPAR Aktivatoren 
 

Peroxisome proliferator-activated receptors (PPARs) gehören zur Gruppe 

der nukleären Hormonrezeptoren. Nach der Aktivierung durch 

spezifische Liganden bilden sie einen heterodimeren Komplex mit einem 

anderen nukleären Rezeptor, dem Retinoid-X-Rezeptor.  Sie binden an 

definierte PPAR-response-elements in der Promotorregion spezieller 

Zielgene, deren Expression sie regulieren. Derzeit werden drei PPAR-

Subtypen unterschieden: alpha (α), gamma (γ) und delta (δ), wobei über 

PPARδ wenig bekannt ist (Plutzky 2003). Die vorliegende Arbeit 

konzentriert sich auf die Subtypen α und γ. Das Vorkommen der 

Rezeptoren verteilt sich unterschiedlich auf die Gewebe. PPARα wird 
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vorwiegend von Zellen mit einem hohen Umsatz von Fettsäuren 

exprimiert, wie zum Beispiel in Leber, Muskel, im Herzen und in der Haut. 

PPARγ findet sich vor allem im Fettgewebe, im Darm und in der 

Gefäßwand. Beiden Subtypen ist gemeinsam, dass sie von Zellen des 

Immunsystems exprimiert werden, es handelt sich um Monozyten/ 

Makrophagen, B- und T-Lymphozyten (Angeli 2003). Aktiviert werden 

PPARs durch natürliche und synthetische Liganden. PPARα als 

Regulator vieler metabolischer Stoffwechselwege, der vor allem zentrale 

Prozesse im Lipidstoffwechsel steuert, kann durch lipidsenkende Fibrate 

oder mehrfach ungesättigte Fettsäuren aktiviert werden. PPARγ ist  ein 

Schlüsselregulator in der Lipogenese, greift in den Glucosestoffwechsel 

ein und vermindert so die periphere Insulinresistenz (Plutzky 2003). Er 

wird durch Prostaglandinderivate, oxidierte Linolensäuren sowie eine 

neue Gruppe Antidiabetika, Thiazolidinedione wie Troglitazon, 

Rosiglitazon oder Pioglitazon aktiviert (Delerive et al. 2001). Den Fibraten 

und den Thiazolidinedionen ist gemeinsam, dass sie sich bereits in 

klinischer Anwendung befinden.  

 

Zusätzlich zu den bereits genannten Funktionen der PPARs konnten in 

den letzten Jahren durch zahlreiche Studien immer mehr Erkenntnisse 

dazu gewonnen werden. So scheinen die PPARs die Arteriogenese 

modulieren zu können. Durch eine reduzierte VCAM-1 Expression und 

ein herunterreguliertes intracellular adhesions molecule-1 nehmen sie 

beispielsweise Einfluss auf die Zellrekrutierung und -aktivierung. Sie 

inhibieren die Expression inflammatorischer Gene für Zytokine, 

Metalloproteasen und akute Phase Proteine und besitzen auf diese Art 

möglicherweise eine antiinflammatorische Aktivität in Monozyten/ 

Makrophagen, Endothelzellen, smooth muscle cells (SMCs), 

Dentritischen Zellen und T-Zellen (Marx et al. 2004). Hinzu kommt, dass 

sie die Akkumulation der Lipide in den Plaque durch einen gesteigerten 

Cholesterol-Efflux und verringerte Schaumzell-Formierung positiv 
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beeinflussen. Sie stabilisieren die Plaque durch verringerte Aktivität der 

Metalloproteasen und modulieren die Plättchenaggregation (Barbier et al. 

2002). Weiterhin konnte bereits gezeigt werden, dass PPARγ Liganden 

die Migration von Monozyten (Colins et al. 2001)  und vascular smooth 

muscle cells (VSMCs) (Hsueh et al. 2001; Marx 2002) inhibieren. In 

Tiermodellen mit Mäusen und Ratten zeigte sich, dass sich die Größe 

arteriosklerotischer Läsionen verkleinerte und eine Restenose nach 

Therapie mit PPARγ Liganden seltener wurde (Marx 2002).  

 

Bisher liegen keine Daten über die Wirkung von PPAR-Aktivatoren auf 

das Migrationsverhalten von T-Lymphozyten vor. Vor dem Hintergrund 

einer Beteiligung der T-Lymphozyten in der frühen Phase der 

Atherogenese untersucht die vorliegende Studie die Wirkungen von 

PPARα- und -γ-Aktivatoren auf die Migration CD4-positiver T-

Lymphozyten. In Anbe-tracht der Tatsache, dass sich PPAR-Aktivatoren 

bereits in klinischer Anwendung befinden, könnte eine Hemmung der T-

Zellmigration einen neuen klinisch anwendbaren Mechanismus 

darstellen, die Atherogenese zu modulieren. 
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5. Fragestellung 
 

 

In der vorliegenden Studie wird die Bedeutung von PPARα- und PPARγ-

Aktivatoren auf das Migrationsverhalten CD4-positiver Lymphozyten  

untersucht. 

 

Im Einzelnen ergeben sich daraus folgende Fragestellungen: 

 

1. Welchen Effekt haben PPARα-Aktivatoren auf das 

Migrationsverhalten CD4-positiver Lymphozyten? 

2. Welchen Effekt haben PPARγ-Aktivatoren auf das 

Migrationsverhalten CD4-positiver Lymphozyten? 

3. Haben PPARα- und PPARγ-Aktivatoren einen Einfluss auf die 

Vitalität der CD4-positiven Zellen? 
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II. Material und Methodik 

1. Material 
 
1.1 Substanzen und Lösungen 
 

Aqua bidest Delta-Pharma, Germany 

Bovines Serum Albumin PAA Laboratories GmbH, Austria 

Collagen I 0,03 mg/ml Collagen I in PBS  

Sigma Diagnostics, USA 

DMSO Sigma Diagnostics, USA 

EDTA Sigma Diagnostics, USA 

Eosin Dade Behring, Germany 

Ethanol Riedel-de Haen, Germany 

GW-1929 Alexis, USA 

Humanes Serum PAA Laboratories GmbH, Austria 

Lymphozyten-Separationsmedium PAA Laboratories GmbH, Austria 

MACS-Puffer PBS mit 2mM EDTA 

10% humanes Serum 

0,5% BSA 

Medium Lymphozyten RPMI 1640 

0,5% humanes Serum 

1% Penicillin/Streptomycin 

Methanol Merck, Germany 

PBS PAA Laboratories GmbH, Austria 

PBS + EDTA 500ml PBS 

2ml 0,5M EDTA 

Penicillin/Streptomycin Biochrom, Germany 

Pioglitazon Tadeda Chemical Industries, USA 

RANTES PeproTechInc, USA 

 14



Rosiglitazon Glaxo Smith Kline, USA,  

BRL 49653-C 

RPMI 1640 PAA Laboratories GmbH, Austria 

SDF-1α Upstate, USA 

Thiazin Dade Behring, Germany 

Trypanblau Serva, Germany 

Vitro-Clud (Eukitt) Langenbrinck, Germany 

WY-14643 Biomol, USA 
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1.2 Geräte und Kits 
 

Boyden Chamber Receptor Technologies Ltd.,  

England 

Brutschrank Heraeus, Germany 

Deckplättchen Marienfeld, Germany 

Filter Nuclepore Track-Etch Mambrane 

Kimwipes Lite  Kimberly-Clark, USA 

Laminar Air Flow Bench Heraeus, Germany 

Leukosep-Isolationsröhrchen Greiner bio-one, Germany 

MACS CD4+ T cell Isolation Kit II Miltenyi Biotech, USA 

MACS Separation Columns,  

25LS Columns 

Miltenyi Biotech, USA 

MACS Multi Stand Miltenyi Biotech, USA 

Mikroskop Zeiss, Germany 

Neubauer-Zählkammer Brand, Germany 

Nucleopore Track-Etch Mambrane Whatman, England 

Objektträger Glasbläserei Ulm, Germany 

Pipetten Gilson, France 

Pre-Separation Filters Miltenyi Biotech, USA 

Reagenzgläser Greiner, Germany 

Reaktionsgefäße 1,5ml Safe Lock, Eppendorf, Germany 

Reaktionsgefäße 15ml/50ml FALCON, Becton Dickinson, USA 

Trennsäule MACS Separation Columns,  

25LS Columns 

Zellkulturschalen 100mm FALCON, Becton Dickinson, USA 

Zentrifuge Varifuge 3.0, Heraeus, Germany 
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2. Methodik 
 
2.1 Isolation CD4-positiver Lymphozyten 
 
2.1.1 Herkunft des Blutes 
 

Das für die Isolation der CD4-positiven Lymphozyten notwendige Blut 

wurde bestellt und am Tag der Isolation in Form von buffy coats aus der 

Blutspendezentrale Ulm abgeholt. Die buffy coats enthalten die für eine 

Transfusion nicht geeigneten Leukozyten und Thrombozyten zwischen 

Plasma und sedimentierten Erythrozyten.  

 

2.1.2 Isolation mononukleärer Zellen aus dem Blut 
 

 
Abbildung 1: Die mononukleären Zellen werden mit Hilfe von einer Ficoll-

Gradientenzentrifugation von den Erythrozyten getrennt. Es folgen Waschschritte mit 

PBS und PBS+ EDTA.  Der Separationsfilter trennt aneinander haftende Zellen 

voneinander. 15µL der Zellsuspension werden in die Neubauer Zählkammer gegeben 
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und unter dem Mikroskop (nicht abgebildet) die Zellzahl bestimmt. RPM = Rounds per 

minute; min = Minute; RT = Raumtemperatur; 2 in 1 = der Inhalt zweier Röhrchen wird 

in eines gegeben; EDTA = Ethylendiamintetraacetat; PBS = Phosphate buffered 

saline.  

 

Vor Beginn der Isolation wurden Lymphozyten-Seperationsmedium und 

Phosphate buffered saline (PBS) für circa 10 Minuten im Wasserbad bei 

37°C inkubiert. Für einen buffy coat wurden vier Leukosep-

Isolationsröhrchen benötigt.  In jedes wurde nach Inkubation des 

Mediums 15ml Lymphozytenseperationsmedium gegeben. Die 

Leukosep-Röhrchen haben in ihrer Mitte eine Filterscheibe. 

Anschließend wurde zentrifugiert (2300 Rounds per minute [RPM], 1 

Minute [min], Raumtemperatur [RT]). Durch die Zentrifugation gelangte 

das Lymphozyten-Seperationsmedium unter die Filterscheibe. Dies war 

die Ausgangssituation, um später Lymphozyten von Erythrozyten und 

Granylozyten zu trennen. 

 

Im nächsten Schritt wurde das Blut aus dem buffy coat mit PBS auf ein 

Volumen von 80ml verdünnt und jeweils 20ml in ein Leukosepröhrchen 

gegeben. In den Röhrchen befand sich nun unter dem Filter das 

Lymphozytenseperationsmedium und über dem Filter das mit PBS 

verdünnte Blut.  Es wurde zentrifugiert (2400 RPM, 15 min, RT). Nach 

der Zentrifugation fanden sich von unten nach oben folgende Schichten: 

die Erythrozyten, das Lymphozytenseperationsmedium, die Filterscheibe, 

Lymphozytenseperationsmedium, die mononuklearen Zellen als 

gewünschte Fraktion, das Plasma als oberste Schicht. Das Plasma 

wurde vorsichtig abgesaugt,  die Zellschicht zweier Leukosepröhrchen 

wurde in jeweils ein 50ml Reaktionsgefäß überführt. Anschließend wurde 

mit PBS auf 50ml aufgefüllt und zentrifugiert (1200 RPM, 10 min, RT). 

Nach der Zentrifugation fanden sich die Zellen als Pellet am Boden des 

Reaktionsgefäßes, darüber das PBS mit Resten des Plasmas. Der 
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Überstand wurde abgesaugt, das Pellet mit 1ml PBS + 

Ethylendiamintetraacetat (EDTA) resuspendiert. Es wurde mit PBS + 

EDTA auf je 50ml aufgefüllt und erneut zentrifugiert (1200 RPM, 10 min, 

RT). Dieser Waschschritt wurde noch einmal genau so wiederholt. Der 

Überstand wurde wieder abgesaugt, das Pellet jeweils in 1ml PBS + 

EDTA resuspendiert und auf 10ml aufgefüllt. Danach wurden die 

Lösungen je durch einen Pre-Separations Filter mit einer Porengröße von 

30µm gegeben. Der Filter sollte aneinander klebende Zellen separieren, 

um so die Zellen optimal für die magnetische Zellseparation mit Magnetic 

cell sorting (MACS) vorzubereiten. Nach diesem Schritt wurden 15µL aus 

der gut gemischten Zellsuspension entnommen und die Zellen mit Hilfe 

der Neubauer-Zählkammer unter dem Mikroskop gezählt. 

Währenddessen wurden die restliche Suspension zentrifugiert (1200 

RPM, 6 min, 8°C).  

 

2.1.3 Magnetische Zellseparation der CD4-positiven Zellen 
 

 
Abbildung 2: Die 10ml Zellsuspension, die im Schritt zuvor durch den Separationsfilter 

gegeben worden ist, wird herunterzentrifugiert und der Überstand verworfen. Es 

werden 40µL kalter MACS-Puffer pro 107 Gesamtzellen hinzugegeben und 

entsprechend 10µL des Biotin Antikörper Cocktails pro 107 Gesamtzellen zugefügt. Es 

wird für 10 Minuten im 4-8°C kaltem Eiswasser inkubiert. Anschließend wird 30µL des 

MACS-Puffers und 20µL Anti-Biotin Micro Beads pro 107 Gesamtzellen hinzu 

gegeben und für 15 Minuten im Eiswasser bei 4-8°C inkubiert. RPM = Rounds per 

minute; min = Minute; 2 in 1 = der Inhalt zweier Reagenzgläser wird in eines überführt; 

1. Antikörper = Biotin Antikörper Cocktail; 2. Antikörper = Anti-Biotin Micro Beads. 
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In den sich anschließenden Schritten wurde die Suspension in ein Eis-

Wasserbad gestellt. Nach der Zentrifugation wurde wiederum der 

Überstand abgesaugt und das Pellet in 40µL kaltem MACS-Puffer pro 

107 Gesamtzellen resuspendiert. Die aufgeteilten Suspensionen wurden 

in ein Reagenzglas überführt. Es wurden 10µL des Biotin Antikörper 

Cocktails, aus dem  MACS CD4+ T cell Isolation Kit II pro 107 

Gesamtzellen hinzugefügt. Die Suspension wurde gut gemischt und für 

10 Minuten bei 4-8°C im Eis-Wasserbad inkubiert. Nach dieser Phase 

wurden 30µL des MACS-Puffers und 20µL Anti-Biotin Micro Beads pro 

107 Gesamtzellen hinzugegeben, ebenfalls MACS CD4+ T cell Isolation 

Kit II. Es wurde gut gemischt und für 15 Minuten bei 4-8°C inkubiert.  

 

Zur Erklärung sei folgendes hinzugefügt: Die biotinylierten Antikörper 

sind gegen die nicht-CD4-positiven Zellen gerichtet, z.B. CD8 positive 

Zellen, γ/δ T Zellen, B Zellen, Natürliche Killer (NK) Zellen, Dentritische 

Zellen, Monozyten, Granulozyten und  Erythrozyten, indem er an CD8, 

CD14, CD16, CD19, CD36, CD56, CD123, T cell receptor (TCR) γ/δ und 

Glycophorin A bindet. Der zweite Antikörper ist gegen Biotin gerichtet 

und an eisentragende Micro Beads gekoppelt. Auf diese Weise werden 

die nicht-CD4-positiven Zellen magnetisch markiert, während die CD4-

positiven Zellen unmarkiert bleiben. 
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Abbildung 3: Der mit den Antikörpern inkubierten Zellsuspension wird das 10-20fache 

Volumen MACS-Puffer hinzu gegeben und zentrifugiert. Der Überstand wird 

verworfen und die Zellen  bis zu 108 in 500µL MACS-Puffer resuspendiert. Diese 

Suspension wird durch die Separationssäule gegeben, die am magnetischen MACS-

Multistand (nicht abgebildet) befestigt ist.  Anschließend werden 2x3ml MACS-Puffer 

in die Säule gegeben. Man erhält die CD4-positiven Lymphozyten im MACS-Puffer 

gelöst. Es wird zentrifugiert, der Überstand verworfen und die CD4-positiven 

Lymphozyten in eine Zellkulturschale mit Nährmedium (RPMI + 0,5% humanes Serum 

+ 1% Penicillin/Streptomycin) gegeben und über Nacht im Brutschrank bei 37°C 

inkubiert. RPM = Rounds per minute; min = Minute; MACS = Magnetic cell sorting. 

 
Nach 15 minütiger Inkubationszeit wurde der Zellsuspension das 10- 

20fache Volumen MACS-Puffer hinzugegeben und zentrifugiert (1200 

RPM, 10 min, 8°C). Bereits jetzt wurde parallel das Nährmedium, 

Roswell Park Memorial Institute (RPMI) mit 0,5% humanem Serum und 

1% Penicillin/Streptomycin, im Wasserbad auf 37°C inkubiert. Der MACS 

Multi Stand wurde mit zwei MACS Separations Säulen ohne Stempel 

aufgebaut, je ein Reagenzglas kam unter die Säulen. Es wurde mit je 3ml 

MACS-Puffer vorgespült, die Reagenzgläser mit dem vorgespülten 

MACS-Puffer wurden verworfen und durch zwei frische ersetzt. Nach der 
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Zentrifugation wurden die Zellen bis zu 108 in 500µL MACS-Puffer 

resuspendiert. Lag die Zellzahl höher, musste  das Puffervolumen 

entsprechend angepasst werden. Die Zellsuspension wurde je zur Hälfte 

in die Säulen gegeben. War die Suspension mit den markierten, nicht-

CD4-positiven Zellen in die Säulen gelaufen, wurde zweimal mit je 3ml 

MACS-Puffer  nachgespült.  Es handelt sich bei der magnetischen 

Zellseparation um eine negative Selektion. Die durch die Antikörper 

magnetisch markierten nicht-CD4-positiven Zellen bleiben in der Säule, 

die CD4-positiven Zellen werden wieder ausgewaschen. Die so erhaltene 

Suspension mit CD4-positiven Zellen wurde noch einmal zentrifugiert 

(1200 RPM, 10min, RT). Der Überstand wurde abgesaugt, das Zellpellet 

in 1ml des vorgewärmten Nährmediums gelöst und in eine 

Zellkulturschale mit 20ml Nährmedium überführt. Die Zellen wurden über 

Nacht bei 37°C  im Brutschrank inkubiert. 

 

2.2 Migration CD4-positiver Zellen 
 

Die verwendete Migrationskammer war eine 48 well boyden chamber. 

Sie bestand aus einem unteren Teil mit 48 in Dreierreihen nebeneinander 

angeordneten „wells“, einer Gummidichtung und einer Deckplatte, in 

denen  beiden die  wells identisch zur Grundplatte waren. Der Filter kam 

zwischen Grundplatte und Gummidichtung mit seiner angerauhten Seite 

nach unten. Die Kammer wurde mit 6 Schrauben verschlossen.  

 

Die Migration wurde am Vortag vorbereitet. Die Migrationskammer wurde 

über Nacht im Brutschrank bei 37°C vorgewärmt. Der Filter wurde 

ebenfalls über Nacht bei Raumtemperatur mit Collagen I beschichtet, 

indem er in eine mit Collagen I gefüllte Schale mit seiner rauhen Seite 

nach oben gelegt wurde. Am Migrationstag wurde als erstes der Filter 

aus dem Collagen I genommen und an der Luft für circa eine halbe bis zu 
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einer Stunde zum Trocknen aufgehängt. RPMI wurde im Wasserbad auf 

37°C erwärmt. Anschließend wurden die Zellen, die über Nacht im 

Brutschrank im Nährmedium befanden, herunterzentrifugiert (1200 RPM, 

10 min, RT). Der Überstand wurde abgesaugt und das Pellet mit 1ml 

RPMI resuspendiert. Die Zellen wurden in 10ml RPMI gelöst und  gut 

gemischt. Es wurden 15µL entnommen, in die Neubauer-Zählkammer 

gegeben und unter dem Mikroskop ausgezählt. Die Zellen wurden mit 

RPMI auf 5 Mio/ml eingestellt. Jeweils 0,5ml der Zellsuspension wurde in 

ein 1,5ml Reaktiongefäss pipettiert. In Negativ- und Positivkontrolle 

wurden keine weiteren Zusätze gegeben. Zu den restlichen 0,5ml 

Zellsuspensionen wurden jeweils 0,5µL des jeweils gewünschten 

Inhibitors zugegeben und gut vermischt. Diese Zellsuspensionen kamen 

für 30 Minuten in den Brutschrank. Währenddessen war der Filter 

getrocknet und wurde mit der rauhen Seite nach oben in RPMI gelegt 

und in den Brutschrank gestellt, ebenfalls für 15 bis 30 min. Als nächstes 

wurden die Vertiefungen der Grundplatte gefüllt, 28,5µL pro Loch. Bei der 

Kontrolle handelte es sich ausschließlich um RPMI. Die chemotaktischen 

Substanzen, RANTES und SDF-1α, wurden mit RPMI gemischt (1ml 

RPMI und 1µL RANTES; 1ml RPMI und 2µL SDF-1α). Nach Auflegen 

des Filters mit seiner rauhen Seite nach unten wurden die 

Gummidichtung und die Deckplatte aufgelegt und mit den Schrauben 

festgezogen. In die oberen Vertiefungen wurden je 45,5µL der 

präinkubierten Zellsuspensionen pipettiert. Es war darauf zu achten, dass 

keine Luftblasen entstanden, da sonst keine Mi-gration hätte  stattfinden 

können. Anschließend erfolgte eine Inkubation für 3 Stunden bei 37°C im 

Brutschrank. In dieser Zeit wanderten  die Zellen entlang des 

chemotaktischen Gradienten nach unten und durch die Filterporen 

hindurch auf dessen rauhe Seite. Diese rauhe Seite sollte den Zellen das 

Anheften an den Filter erleichtern. Nach der dreistündigen 

Inkubationsphase wurde die Kammer aufgeschraubt, der Filter 
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entnommen und für 10 Minuten in Methanol mit seiner rauhen Seite nach 

oben fixiert. Danach wurde der fixierte Filter für 1,5 Minuten in Eosin und 

anschließend für 3,5 Minuten in Thiazin inkubiert. Anschließend wurde er 

in Aqua destillata gewaschen und mit seiner rauhen Seite nach unten auf 

einen vorher mit 70% Ethanol gereinigten Objektträger gelegt. Die jetzt 

nach oben zeigende glatte Seite wurde vorsichtig mit fusselfreiem Papier 

(Kimwipes lite) abgewischt. Dadurch wurden die Zellen entfernt, die zwar 

auf dem Filter saßen, aber nicht durch ihn hindurch gewandert waren. 

Das Aufkleben des Deckglases erfolgte mit Hilfe von Eukitt. Es wurde 

über Nacht bei Raumtemperatur trocknen gelassen. Am nächsten Tag 

wurde aus den drei identischen Experimenten eines ausgewertet. Das 

entsprechende Experiment wurde nach der  Verteilung der Zellen auf 

dem Filter ausgewählt. Dafür wurden 5 zufällige Gesichtsfelder mit einer 

40fachen Vergrößerung betrachtet. 

 

2.3 Zellvitalität 
 
Um zu überprüfen, ob der bei der Migration gesehene Effekt der 

Inhibitoren nicht auf eine erhöhte Zelltodrate zurückzuführen war, wurde 

die Zellvitalität mit Trypanblau nachgewiesen. Dafür wurden die 

Reaktionsansätze in den 1,5ml Reaktionsgefäßen belassen und während 

der Inkubationszeit gemeinsam mit der Migrationskammer in den 

Brutschrank gestellt. Nach Beendigung der Migration wurden 15µL 

Zellsuspension entnommen und mit 15µL Trypanblau gut gemischt. Nach 

30 Sekunden wurden die Zellen in der Neubauer-Zählkammer unter dem 

Mikroskop betrachtet. Vitale Zellen schafften es in dieser Zeit, den blauen 

Farbstoff aus ihrem Cytoplasma herauszutransportieren; sie erschienen 

hell. Da tote Zellen keinen Stoffwechsel mehr haben, sammelte sich in 

ihnen der Farbstoff, sie waren blau. Es wurden alle Zellen inklusive den 

toten gezählt und im zweiten  Schritt nur die toten, so dass ein 

prozentuales Verhältnis gebildet werden konnte. 
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2.4 Statistik 
 
Die Ergebnisse dieser experimentellen Studie wurden als 

mean±standard error of the mean (SEM) dargestellt. Die Unterschiede 

wurden mittles ONE-WAY ANOVA und nachfolgendem Duncan’s post-

hoc-test untersucht. Ein p-Wert<0,05 wurde als signifikant betrachtet. 
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III. Ergebnis 
 

1. Effekt der PPAR-alpha-Aktivatoren 
 

Es wurde die Wirkung des PPARα-Aktivators Wy-14643 (4-Chloro-6-(2,3-

xylidino)-2-pyrimidinylthio acetic acid) auf die Migration CD4-positiver 

Lymphozyten untersucht. Gleichzeitig wurden die Zellen mit den 

Zytokinen Rantes und SF-1α stimuliert, wobei die CD4-positiven Zellen  

30 Minuten mit Wy-14643 vorbehandelt wurden. Nach einer 

dreistündigen Inkubationszeit in der modifizierten Boyden-Kammer zeigte 

Rantes (100ng/ml) eine Induktion von 3,0±1,0 im Vergleich zu 

unstimulierten Zellen. Wy-14643 führte in derselben Zeit in einer 

Konzentration von 50µmol/l (p=<0,05) zur maximalen Inhibition.   
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Abbildung 4: Wy-14643 (1 oder 10 oder 50 µmol/l; Wy1, Wy10, Wy50)  inhibiert 

konzentrationsabhängig die CD4-positive Zellmigration. Die CD4-positiven Zellen 

wurden 30 Minuten mit Wy-14643 vorbehandelt und dann mit Rantes (100ng/l) für die 

Zeit der Migration (3h) stimuliert. Die Säulen zeigen Mittelwert±Standardfehler; * 

p<0,05 im Vergleich zu unstimulierten Zellen; n=5. 
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Ebenfalls drei Stunden inkubiert, hemmte Wy-14643 

konzentrationsabhängig die SDF-1α induzierte Migration mit einer 

maximalen Inhibition bei 50µmol/l.  
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Abbildung 5: Wy-14643 (1 oder 5 oder 10 oder 50 µmol/l; Wy1, Wy5, Wy10, Wy50) 

inhibiert konzentrationsabhängig die Migration. Die CD4-positiven Lymphozyten 

wurden 30 Minuten mit Wy-14643 vorinkubiert und während der dreistündigen 

Migration mit SDF-1α (200µg/l) stimuliert. Mittelwert±Standardfehler; * p<0,05 im 

Vergleich zu unstimulierten Zellen; n=4. 

 

 

2. Effekt der PPAR-gamma-Aktivatoren 
 

Um die Effekte der PPARγ-Aktivatoren zu testen, wurden die CD4-

positiven Zellen ebenfalls mit den Zytokinen Rantes und SDF-1α sowie 

mit den Inhibitoren Rosiglitazon (BRL) und Pioglitazon (Pio) für drei 

Stunden inkubiert, die Zellen wurden 30 Minuten mit den Inhibitoren 

vorbehandelt. Im Vergleich zur unstimulierten Kontrollgruppe zeigt sich 

für Rantes (100ng/l) eine Induktion von 3,0±1,0. Rosiglitazon zeigt in 
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einer Konzentration von 5µmol/l die stärkste Inhibition (p=<0,05). 

Pioglitazon wirkte am effektivsten mit einer Konzentration von 1µmol/l.  
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Abbildung 6: Sowohl Rosiglitazon (BRL) (0,1 oder 0,5 oder 1 oder 5 µmol/l; BRL01, 

BRL0,5, BRL1, BRL5) als auch Pioglitazon (Pio) (0,1 oder 0,5 oder 1 µmol/l; Pio0,1, 

Pio0,5, Pio1), beide antidiabetisch wirksame Glitazone,  hemmen 

konzentrationsabhängig die Migration humaner CD4-positiver Lymphozyten. Die 

Zellen wurden 30 Minuten mit den Inhibitoren vorinkubiert und wurden für 3h mit 

Rantes (100ng/l) während der Untersuchung  stimuliert. Mittelwert±Standardfehler; * 

p<0,05 im Vergleich zu unstimulierten Zellen; n=5. 
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Rantes durch SDF-1α ausgetauscht führte zu einer Induktion von 3,4±1,2 

im Vergleich mit den nichtstimulierten Zellen in der Kontrolle. Hier zeigten 

die PPARγ-Aktivatoren Rosiglitazon und Pioglitazon jeweils mit einer 

Konzentration von 5µmol/l ihre stärkste Inhibition. 
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Abbildung 7: Die antidiabetischen Glitazone Rosiglitazon (BRL) (0,5 oder 1 oder 5 

µmol/l; BRL0,5, BRL1, BRL5) und Pioglitazon (Pio) (0,5 oder 1 oder  5 µmol/l; Pio0,5, 

Pio1, Pio5) hemmen beide konzentrationsabhängig die Migration der humanen CD4-

positiven Zellen. Die Lymphozyten wurden vorher 30 Minuten mit den Inhibitoren 

inkubiert und während der Migration (3h) mit SDF-1α (200µg/l) stimuliert. 

Mittelwert±Standardfehler; * p<0,05 im Vergleich zu unstimulierten Zellen; n=4. 
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Zusätzlich wurde untersucht, welche Effekte GW-1929 ([(N-12-

Benoylphenyl)-L-tyrosine PPARγ Agonist]), ein Nicht-Thiazolidinedion 

PPARγ-Aktivator, auf die T4-Zellmigration hat. Auch hier wurden die 

Zellen vorher 30 Minuten mit GW-1929 in vier verschiedenen 

Konzentrationen vorstimuliert. Nach der dreistündigen Inkubation zeigte 

sich, dass unter Verwendung von Rantes (100ng/l) als Stimulus (3,0±1,0 

Induktion) GW-1929 die stärkste Inhibition in einer Konzentration von 

1µmol/l zeigte. 
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Abbildung 8: GW-1929 (0,01 oder 0,1 oder 1 oder 5 µmol/l; GW0,01, GW0,1, GW1, 

GW5) inhibiert die Migration der CD4-positiven Zellen. Die Zellen wurden 30 Minuten 

lang mit GW-1929 inkubiert, bevor sie während der Migration mit Rantes (100ng/l) 

stimuliert wurden. Mittelwert±Standardfehler; * p<0,05 im Vergleich zu unstimulierten 

Zellen; n=7. 
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Wenn statt Rantes der Stimulus SDF-1α (3,4±1,2 Induktion) verwendet 

wurde, inhibierte GW-1929 die T4-Zellmigration in einer Konzentration 

von 5µmol/l am effektivsten. 
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Abbildung 9: GW-1929 (0,01 oder 0,1 oder 1 oder 5 µmol/l; GW0,01, GW0,1, GW1, 

GW5) inhibiert konzentrationsabhängig die Migration der CD4-positiven Zellen. Die 

Lymphozyten wurden vorher für 30 Minuten mit GW-1929 vorinkubiert und 

anschließend während der Migrationsuntersuchung mit SDF-1α  (200µg/l) stimuliert. 

Mittelwert±Standardfehler; * p<0,05 im Vergleich zu unstimulierten Zellen; n=6. 

 

 

Um eine Inhibition der T4-Zellmigration durch das Lösungsmittel der 

Inhibitoren auszuschließen, wurden die CD4-positiven Zellen ebenfalls 

30 Minuten lang nur mit Dimethylsulfoxid (DMSO) vorbehandelt und nach 

einer dreistündigen Inkubationszeit mit Rantes (100ng/l) 

beziehungsweise SDF1α (200µg/l) betrachtet. Es zeigte sich keine 

Inhibition der T-Zellmigration (nicht abgebildet). 

 31



3. Effekt der PPAR-alpha- und -gamma-Aktivatoren auf die 
Vitalität 
 

Um nachzuweisen, dass die gesehenen Effekte nicht alleine auf einem 

Absterben der Zellen während der Migration zurückzuführen sind, wurde 

die Vitalität der Zellen mit Trypanblau nachgewiesen. Die Zellen wurden 

unmittelbar nach der dreistündigen T4-Zellmigration untersucht. Es zeigt 

sich, dass die Mehrzahl der Zellen bei Migrationsende am Leben ist. 
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Abbildung 10: Repräsentatives Ergebnis der Vitalität CD4-positiver Lymphozyten nach 

dreistündiger Migration. Angaben in Prozent. Co (Kontrolle, nicht stimulierte Zellen), 

GW 5 (GW-1929, 5µmol/l), BRL 5 (Rosiglitazon, 5µmol/l), Pio 5 (Pioglitazon, 5µmol/l), 

Wy 50 (Wy-14643, 50µmol/l).  
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IV. Diskussion 
 
 
Die vorliegende Arbeit zeigt eine Inhibition der RANTES sowie SDF1α 

induzierten CD4-positiven Zellmigration durch PPARα-aktivierende 

Fibrate und PPARγ-aktivierende antidiabetisch wirksame 

Thiazolidinedione sowie des Nicht-Glitazon PPARγ-Aktivators GW-1929. 

Diese Daten legen nahe, dass die Substanzen frühe Schritte in der 

Atherogenese durch eine verminderte T4-Zellmigration in die 

arteriosklerotische Läsion beeinflussen könnten. 

 

1. PPAR alpha 
 

Bereits frühere Arbeiten haben die PPARα-Aktivatoren Fenofibrat und 

WY14643 etabliert. Beide besitzen eine hohe Bindungsaffinität, während 

sie selektiv mit PPARα interagieren. Sie besitzen so gut wie keine 

Aktivität an anderen PPAR-Isoformen (Marx/Sukhova et al. 1999). Ihre 

Wirkung ist vielfältig. Im klinischen Alltag werden Fibrate vor allem zur 

Senkung erhöhter Triglycerid- und Cholesterinspiegel eingesetzt. 

(Mutschler et al. 2001). Neuere Studien, wie auch die vorliegende Arbeit, 

haben das Augenmerk auf andere Aktivitäten der PPARα-Aktivatoren 

gelenkt. So wird PPARα auch in Herz, Leber, Niere (Plutzky 2003), 

Muskel und Haut sowie von Monozyten/Makrophagen, B- und T-

Lymphozyten (Angeli 2003) und humanen Endothelzellen (Marx/Sukhova 

et al. 1999) exprimiert. Die Wirkungsweisen, die sich im Laufe der Zeit 

aus diesen Erkenntnissen ergeben haben, sind vielfältig. Beispielswiese 

konnte gezeigt werden, dass PPARα-Liganden die IL-1β induzierte IL-6 

Sekretion hemmen können sowie die 6-keto-prostaglandin F1α Produktion 

(Delerive et al. 2001; Plutzky 2003). In humanen Endothelzellen konnte 

nachgewiesen werden, dass die Expression des Zytokin-induzierten 

VCAM-1 Moleküls durch PPARα-Aktivatoren gehemmt wird 
 33



(Marx/Sukhova et al. 1999; Rival et al. 2002).  In humanen CD4-positiven 

Lymphozyten konnte eine Inhibition der IFNγ-Expression  sowie eine 

reduzierte anti-CD3- induzierte TNFα- und IL-2-Sekretion nachgewiesen 

werden (Marx et al. 2002; Marx et al. 2004). Alle diese Zytokine besitzen 

eine proinflammatorische Wirkung, die durch diese unterschiedlichen 

Angriffspunkte gesenkt werden kann. In der hier vorliegenden Arbeit 

konnte gezeigt werden, dass der PPARα-Agonist WY14643 

konzentrationsabhängig die T4-Zellmigration hemmt. Ein 

Zustandekommen dieses Effekts durch Absterben der CD4-positiven 

Lymphozyten kann ausgeschlossen werden, da die Vitalität der Zellen, 

wie gezeigt, nicht signifikant beeinflusst wurde. Migrationshemmung 

durch PPARα-Agonisten konnten auch schon in einem Wundmodell 

gezeigt werden, Fenofibrat inhibiert die Endothelzellmigration in eine 

heilende Wunde (Varet et al. 2003). 

 

Die in der vorliegenden Arbeit verwendeten Konzentrationen von 

WY14643 liegen zwischen 1µmol/l und 50µmol/l und damit verglichen mit 

anderen Studien deutlich niedriger. Die gängigen Konzentrationen für 

WY14643 liegen meist zwischen 100µmol/l und 250µmol/l (Jackson et al. 

1999; Marx et al. 1998; Marx/Bourcier et al. 1999; Marx/Sukhova et al. 

1999; Marx et al. 2002). Es wurden in der vorliegenden Arbeit solch 

niedrige Konzentrationen verwendet, da Experimente mit entsprechend 

höheren Konzentrationen des WY14643 eine starke Inhibition der T4-

Zellmigration ohne sichtbare Konzentrationsabhängigkeit ergab. Durch 

die Senkung der Konzentrationen konnte eine 

Konzentrationsabhängigkeit nachgewiesen werden.  
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2. PPAR gamma 
 

Die antidiabetisch wirksamen Thiazolidinedione sind als  PPARγ-

Aktivatoren hoher Affinität bekannt.  Auch der in der vorliegenden Arbeit 

verwendete PPARγ-Agonist GW1929 ist bereits als solcher bekannt und 

besitzt eine hohe Affinität gegenüber diesem Subtyp (Barbier et al. 2002). 

Ihre Wirkung ist wie die der PPARα-Agonisten sehr vielfältig. In der Klinik 

werden die Thiazolidinedione bei Typ 2 Diabetikern eingesetzt, um die 

Insulin-Resistenz zu reduzieren (Joost 2001). Sie gelten generell als gut 

verträglich und sehr nebenwirkungsarm. Unter der Behandlung mit 

Troglitazon, einem weiteren PPARγ-Agonisten,  kam es jedoch zu letal 

verlaufenden toxischen Leberschädigungen, so dass diese Substanz im 

März 2000 vom US-Markt genommen wurde. Trotz einzelner Berichte 

über einen Leberzellschaden unter Rosiglitazontherapie konnten 

entsprechende Studien keine signifikante Erhöhung der Transaminasen 

nachweisen (Matthaei et al. 2001).  

 

Die Arbeiten der letzten Jahre haben zunehmend mehr Gewebe 

gefunden, die PPARγ exprimieren. So gehören dazu nicht nur 

Fettgewebe, Darm und die Gefäßwand mit Endothelzellen und vascular 

smooth  

muscle cells (VSMCs) sondern auch Monozyten/Makrophagen sowie B- 

und T-Lymphozyten (Angeli et al. 2003; Wijk van et al. 2004).  Allein aus 

dieser Vielzahl von Geweben, die PPARγ exprimieren, lassen sich eine 

Reihe von Wirkungsweisen erahnen. Hsueh et al. 2001, fassen 

zusammen, was auch andere Arbeitsgruppen in Bezug auf das 

Gefäßsystem beobachten konnten: PPARγ-Liganden hemmen die 

Monozyten in ihrer Migration (Collins et al. 2001; Paceri et al. 2000) und  

senken ihre inflammatorische Aktivität, indem sie die Expression einer 

Reihe von proinflammatorischen Zytokinen hemmen (Barbier et al. 2002). 
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Sie vermindern die Anlagerung an die Endothelzellen (Jackson et al. 

1999) und steigern den reversen Cholesteroltransport (Barbier et al. 

2002; Ricote et al. 2004).  In VSMCs hemmen sie das Wachstum, die 

Migration sowie die Matrix Metalloproteinase (MMP)-9-Produktion (Marx 

et al. 1998). Eine Senkung der Matrix Metalloproteinase (MMP)-9 

konnten auch Marx et al. 2003, im Serum von Typ 2 Diabetikern mit 

koronarer Herzkrankheit unter Rosiglitazon Therapie nachweisen. In 

Endothelzellen hemmen PPARγ-Liganden ebenfalls das Wachstum, die 

Migration, die Expression des VCAM-1 (Barbier et al. 2002; Collins 2003; 

Jackson et al. 1999; Pasceri et al. 2000) sowie die Angiogenese (Marx et 

al.  2004).  

 

Über die Wirkung der PPARγ-Liganden auf CD4-positive Lymphozyten 

gibt es bisher nur wenige Studien. Es konnte bereits beobachtet werden, 

dass PPARγ-Liganden in CD4-positiven Lymphozyten die anti-CD3 

induzierte IL-2 (Clark et al. 2000) und TNFα-Sekretion reduzieren sowie 

die Expression von IFNγ hemmen. Es konnte daraufhin nachgewiesen 

werden, dass diese Reduktion der Zytokine eine Auswirkung auf die 

proinflammatorische Aktivität der T-Lymphozyten gegenüber den 

humanen Monozyten sowie den  Endothelzellen hat (Marx et al. 2002). In 

der hier vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass die PPARγ-

Liganden Pioglitazon und Rosiglitazon die Migration CD4-positiver Zellen 

hemmen. Ein Zustandekommen dieses beobachteten Effektes der 

Migrationshemmung durch ein Absterben der CD4-positiven 

Lymphozyten kann ausgeschlossen werden, da die Vitalität der Zellen, 

wie gezeigt, nicht wesentlich beeinflusst wurde. Die Hemmung der 

Migration lässt sich einfügen in eine Reihe von bereits gesehenen 

Migrationshemmungen anderer Zellen, die Auswirkung auf die 

Atherogenese haben. 
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Daten verschiedener Arbeitsgruppen legen nahe, dass Thiazolidinedione 

ihre Wirkung auch unabhängig von PPARγ ausüben können. Chawla et 

al. berichten, dass Thiazolidinedione sowohl bei Wildtyp-Makrophagen 

als auch bei  Makrophagen ohne PPARγ die Expression 

proinflammatorischer Zytokine hemmen können. Daraus ergibt sich die 

Hypothese einer PPARγ-unabhängigen Beeinflussung. Unsere Daten 

zeigen, dass der spezifische PPARγ-Aktivator GW1929, ein Nicht-

Thiazolidinedion, eine den Thiazolidinedionen ähnliche Hemmung auf die 

T4-Zellmigration hat. Daraus lässt sich schließen, dass der beobachtete 

Effekt PPARγ vermittelt ist.  

 

Die in der vorliegenden Arbeit verwendeten Konzentrationen von 

Rosiglitazon (BRL) und Pioglitazon (Pio) liegen jeweils zwischen 

0,1µmol/l und 5µmol/l. Andere vergleichbare Studien arbeiten mit 

Konzentrationen im Bereich von 1µmol/l bis 10µmol/l (Jackson et al. 

1999; Marx et al. 2002). Es wurden in der vorliegenden Arbeit, wie 

bereits im Abschnitt „PPAR alpha“ besprochen, niedrigere 

Konzentrationen verwendet, da Experimente mit den entsprechend 

höheren Konzentrationen eine starke Inhibition der T4-Zellmigration ohne 

sichtbare Konzentrationsabhängigkeit ergab. Durch die Senkung der 

Konzentrationen konnte eine Konzentrationsabhängigkeit nachgewiesen 

werden. Physiologisch konnte beispielsweise eine Plasmakonzentration 

von Pioglitazon von 1-10µM nachgewiesen werden (Imamoto et al. 

2004). Damit liegen die hier verwendeten Konzentrationen von 

Pioglitazon im Bereich des Physiologischen. 
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3. PPAR-Effekt in T-Zellen  
 
T-Lymphozyten sind die Träger der zellulären Immunität.  Nach ihrer 

Aktivierung differenzieren sie zu Effektorzellen, sezernieren Zytokine und 

migrieren in das Pathogen enthaltene periphere Gewebe. Dies führt zu 

einer lokalen Entzündung (Andrian et al. 2000).  

 

T-Zellen haben unter anderem eine Bedeutung in der Atherogenese. So 

werden sie in rupturierten Plaque zusammen mit Monozyten 

/Makrophagen gefunden (Plutzky 2003). Auch Ross 1999, berichtet, dass 

die Atherogenese durch Makrophagen und T-Lymphozyten beeinflusst 

wird. Die T-Zellen scheinen die Atherogenese durch proinflammatorische 

Zytokine zu fördern. Zu diesen zählen IL-2 sowie IFN-γ (Frostegård et al. 

1999) und tumor necrosis factors (TNFs). Die Zytokine führen zu einer 

Plaque-Entwicklung durch Aktivierung der Endothelzellen und Modulation 

der Makrophagen- sowie VSMC-Aktivität. Dies sind wichtige Schritte im 

Zusammenspiel der Immunantwort und führen möglicherweise zu einem 

immer wiederkehrenden Zyklus von inflammatorischer Zellrekrutierung, 

Anheftung, Migration in die Gefäßwand und weiterer Zellaktivierung 

(Marx et al. 2002). Die Zytokinexpression wird, wie bereits besprochen, 

sowohl durch PPARα- als auch PPARγ-Liganden inhibiert (Clark et al. 

2000; Marx et al. 2002). In der vorliegenden Arbeit konnte ein 

inhibitorischer Effekt der PPAR-Liganden auf die Migration CD4-positiver 

Lymphozyten beobachtet werden. Diese Effekte der PPAR-Aktivatoren 

könnten so zu einer Unterbrechung des beschriebenen Kreislaufes 

führen und einen wichtigen Schritt in der Atherogenese unterbinden.  
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4. PPAR-Effekt auf die Atherogenese 
 

Lange Zeit betrachtete man nur die Hypercholesterinämie als Ursache 

der arteriosklerotischen Plaque-Entstehung. Zunehmend wird jedoch die 

Atherogenese auch als eine inflammatorische Erkrankung gesehen 

(Binder et al. 2002; Libby 2002; Steinberg 2002). Als solche ist die 

Entstehung charakterisiert durch das Vorhandensein von 

inflammatorischen Zellen wie Monozyten/Makrophagen und T-Zellen, die 

proinflammatorische Zytokine produzieren, sowie die Aktivierung der 

VSMCs (Marx 2002) und die Aktivierung von Bindungsproteinen auf den 

Endothelzellen  (Plutzky 2003). Wie bereits beschrieben, sind PPAR-

Aktivatoren in der Lage, viele dieser Prozesse zu inhibieren und damit 

wichtige Schritte in der Atherogenese zu unterbinden. Es gibt auch 

Studien, die proinflammatorische Effekte belegen (Tontonoz et al. 1998). 

In Anbetracht der vielen Daten, die für eine antiinflammatorische Wirkung 

der PPAR Aktivatoren sprechen, kann man jedoch von einem positiven 

Effekt im Ganzen ausgehen.  

 

Weiterhin entsteht die Frage, ob die in vitro gewonnen Daten auch eine 

Relevanz in vivo besitzen.  So konnte in einer Studie an Typ 2 

Diabetikern unter Rosiglitazon-Therapie eine Verminderung 

inflammatorischer Marker wie CRP, IL-6, MMP-9 und der Leukozyten 

nachgewiesen werden (Haffner et al. 2002). In einer weiteren Studie an 

Typ 2 Diabetikern unter Pioglitazon-Therapie konnte eine Reduktion der 

Intima-Media-Dicke gezeigt werden, einem nichtinvasiven Marker für das 

Fortschreiten der Arteriosklerose (Koshiyama et al. 2001). Auch bei 

Nicht-Diabetikern unter Rosiglitazon Therapie konnte eine Verringerung 

der Intima-Media-Dicke beobachtet werden (Sidhu et al. 2004). Diese 

Daten sprechen dafür, dass sich die in vitro beobachteten Effekte auch in 

vivo übertragen lassen. In einer Studie an Mäusen fiel jedoch auf, dass 
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PPARγ-Agonisten die Arteriosklerose-Entstehung bei männlichen 

Mäusen ohne Low density lipoprotein (LDL)-Rezeptor wesentlich stärker 

als bei weiblichen inhibierten (Li et al. 2000). Ein Geschlechtsunterschied 

wie hier beschrieben, wurde bei den Typ 2 Diabetikern unter Pioglitazon 

Therapie nicht signifikant (Koshiyama et al. 2001).  Es fehlen weitere 

Studien, um eine solche geschlechtspezifische Wirkung gänzlich 

auszuschließen.  

 

Zusammenfassend kann man sagen, dass die vorliegende Studie eine 

weitere Funktion der PPAR-Aktivatoren aufzeigen konnte und somit das 

Bild der PPARs erweitert. Im Ganzen sieht es so aus, als hätten PPAR-

Aktivatoren einen hemmenden Einfluss auf die Atherogenese. Mit den 

Fibraten und Thiazolidinedionen stehen mögliche neue Medikamente zur 

Bekämpfung der Arteriosklerose zur Verfügung, die schon heute unter 

anderer Indikation in der Klinik Anwendung finden und deren 

Nebenwirkungsprofil bekannt ist. Es bleiben jedoch noch  etliche offene 

Fragen, die es in weiteren Studien zu klären gilt. 
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V. Zusammenfassung 
 

Die Arteriosklerose wird heute zunehmend als inflammatorische 

Erkrankung gesehen, die charakterisiert ist durch das Vorhandensein von 

inflammatorischen Zellen wie Monozyten/Makrophagen und T-

Lymphozyten. Die proinflammatorische Aktivität der Zellen kann durch 

Aktivatoren des Peroxisome proliferator-activated receptors (PPARs), 

einem nukleären Hormonrezeptor, moduliert werden.  

 

Die hier vorliegende Arbeit zeigt eine Hemmung der durch RANTES 

(Regulated on activation, normal T cell expressed and secreted) 

beziehungsweise SDF-1α (Stromal cell-Derived Factor 1 Alpha) 

induzierten Migration humaner CD4-positiver Lymphozyten in der 

modifizierten Boydenkammer durch Aktivatoren des PPARs. Sowohl 

durch den PPAR alpha (α) -Liganden Wy14643 (4-Chloro-6-(2,3-

xylidiono)-2-pyrimidinylthio acetic acid), als auch durch die PPAR gamma 

(γ) -Liganden Rosiglitazon (BRL)  und Pioglitazon (Pio), beides 

Thiazolidinedione, und auch durch GW1929 ([N-12-Benoylphenyl)-L-

tyrosine PPARγ Agonist]), ein Nicht-Glitazon, erfolgte eine Inhibition der 

Migration. Die Vitalität der Zellen blieb in allen Experimenten 

unbeeinflußt.  

 

Studien der letzten Jahre erweiterten die Erkenntnisse über PPAR-

Aktivatoren, so dass im Ganzen von einer anti-inflammatorischen 

Wirkung ausgegangen werden kann. Die hier vorliegenden Ergebnisse 

zeigen eine weitere anti-atherogene Funktion der PPAR-Aktivatoren auf 

und ergänzen unser Bild von deren Funktion. Mit den Fibraten und den 

Thiazolidinedionen stehen zwei Medikamentengruppen zur Verfügung, 

die bereits in der Klinik eingesetzt werden. Möglicherweise sind sie eine 

 41



neue Alternative zur Modulation der Arteriosklerose. Zur endgültigen 

Klärung der PPAR-Effekte bedarf es allerdings noch weiterer Studien. 
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