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Zusammenfassung 
 
 

Zusammenfassung 
 

Der Konsum von halluzinogenen Amphetaminen wie MDMA („Ecstasy“), MDA 

(„Love“) und MDE („Eve“) ist unter Jugendlichen, insbesondere in der „Clubscene“ 

weit verbreitet. Hierbei werden die so genannten „Partydrogen“ vor allem in 

Verbindung mit Alkohol eingenommen. Die Amphetaminderivate können schwere 

neurologische Symptome verursachen und führen zur irreversiblen Schädigung des 

Zentralnervensystems. Die Pathophysiologie dieser Nervenzellschädigung ist bislang 

nicht vollständig geklärt. Bisherige Studien an Zellkulturen und im Tierexperiment 

legten den Schluss nahe, dass ein Mechanismus der neurotoxischen Effekte von 

halluzinogenen Amphetaminen ähnlich wie bei Alkohol über oxidativen Stress erfolgt. 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, die unmittelbaren Auswirkungen einer Belastung 

mit den psychotropen Substanzen Ethanol und halluzinogenen Amphetaminen auf 

Zellen des Zentralnervensystems zu untersuchen. Ein Schwerpunkt lag hierbei auf 

den Nachweis von oxidativem Stress. Zudem wurde die Beeinflussung der zellulären 

Belastung durch Zugabe verschiedener antioxidativer Substanzen untersucht. 

Die Experimente wurden in vitro an der neuronalen Zelllinie HT22 durchgeführt. 

Hierbei handelt es sich um immortalisierte Zellen aus dem Hippokampus der Maus. 

Die Zellen wurden als präkonfluenter Zellrasen mit Ethanol bzw. den 

Amphetaminderivaten MDMA, MDA und MDE belastet, indem die Substanz dem 

Zellkulturmedium beigemengt wurde. Hierbei wurden Konzentrationen von 0 bis 600 

mM Ethanol und 0 bis 5 mM MDMA, MDA bzw. MDE verwendet. Liponsäure, Vitamin 

C, Vitamin E, Katalase, N-Acetylcystein und Desferal wurden als Antioxidantien 

zugesetzt. Nach einer Inkubation von 24 Stunden wurde die Vitalität der HT22 Zellen 

mittels der Trypanblau-Methode bestimmt. Zum Nachweis von oxidativem Stress 

wurden Proteincarbonyle (Proteinoxidation) mittels ELISA und Malondialdehyd 

(Lipidperoxidation) mittels Fluometrie gemessen. 

Bei der Belastung der HT22 Zellen mit Ethanol zeigte sich ein linearer Abfall vitaler 

Zellen auf 10,2% (600 mM Ethanol) der Negativkontrolle (0 mM Ethanol). Es kam zu 

einem Anstieg der Proteincarbonyle auf 190,3% (400 mM Ethanol) und des 

Malondialdehyd auf 129,7% (400 mM Ethanol) des jeweiligen Ausgangswertes (0 

mM Ethanol). Bei Zusatz von Liponsäure in niedriger Dosierung wurde eine 

signifikante Abschwächung dieses Effektes deutlich. Auch bei Zusatz von Vitamin C, 
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Vitamin E, Katalase und N-Acetylcystein konnte die zytotoxische Wirkung von 

Ethanol reduziert werden. Hierbei kam es zu einem signifikanten Anstieg der vitalen 

Zellen unter Belastung mit Ethanol. Auch das Niveau der Proteincarbonyle wurde, 

wenngleich nicht signifikant, durch Zusatz antioxidativer Substanzen reduziert. Die 

Ergebnisse des Malondialdehyd waren uneinheitlich. 

Bei der Belastung der HT22 Zellen mit den Amphetaminderivaten MDMA, MDA und 

MDE kam es analog dazu zu einem Abfall der vitalen Zellen. Die Proteincarbonyle 

stiegen dosisabhängig signifikant um den Faktor 2 bereits bei niedriger Dosis von 0,5 

mM MDA. Auch der Marker für die Lipidperoxidation stieg, wenngleich nicht 

signifikant. Durch den Zusatz antioxidativer Substanzen (Liponsäure, Vitamin C und 

N-Acetylcystein) konnte dieser Effekt reduziert werden. Insbesondere durch die 

Kombination mit N-Acetylcystein kam es nach Belastung mit den 

Amphetaminderivaten zu einem deutlichen Anstieg der vitalen Zellen im Vergleich 

zur isolierten Belastung. Durch Zusatz von Liponsäure oder N-Acetylcystein ließ sich 

das Niveau der Proteincarbonyle signifikant senken. Auch das Malondialdehyd 

konnte durch Zusatz antioxidativer Substanzen reduziert werden. 

Bei der Kombinationsbelastung der HT22 Zellen mit Ethanol und dem exemplarisch 

verwendeten Amphetaminderivat MDMA kam es zu einer Verstärkung der 

zytotoxischen Effekte der Einzelbelastung. Es zeigte sich ein Abfall der vitalen Zellen 

teilweise um weitere 20 %, beispielsweise auf ein Niveau von 37,5% (400 mM 

Ethanol, 0,5 mM MDMA) im Vergleich zur Kontrolle. Auch hierbei konnte durch 

Zugabe antioxidativer Substanzen eine Reduktion der zytotoxischen Effekte erreicht 

werden, besonders deutlich wiederum durch N-Acetylcystein. 

Zusammengefasst zeigt die vorliegende Arbeit, dass die halluzinogenen 

Amphetamine MDMA, MDA und MDE dosisabhängig toxische Effekte auf neuronale 

HT22 Zellen haben. Diese Effekte werden zumindest partiell durch oxidativen Stress 

vermittelt und werden durch kombinierte Belastung mit Ethanol noch verstärkt. Die 

gleichzeitige Gabe von Antioxidantien kann diesen toxischen Effekten 

entgegenwirken. Die protektive Wirkung von Antioxidantien auf neuronale Zellen 

kann sich bei der Entwicklung neuer Therapien von Patienten mit 

Drogenintoxikationen als wichtig erweisen und sollte in weiteren Studien verifiziert 

werden. Wünschenswert wäre die Übertragung dieser Ergebnisse auf ein geeignetes 

Tiermodell, schließlich auch auf den Menschen im Rahmen von klinischen Studien. 
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Abstract 
 

The consumption of hallucinogenic amphetamines such as MDMA (“ecstasy”), MDA 

(“love”) and MDE (“eve”) is still popular among adolescents, in particular in the “club 

scene”. These so-called party drugs are often taken in combination with alcohol. The 

amphetamine derivates can cause serious neurologic symptoms and result in 

irreversible damage to the central nervous system. The pathophysiology of this 

nervous cellular damage is not yet entirely understood. Previous experiments on cell 

cultures and animal studies give rise to the conclusion that oxidative stress is one of 

the mechanisms of these neurotoxic effects of hallucinogenic amphetamines. 

The intention of this work was to analyze the immediate effects of the psychotropic 

substances ethanol and hallucinogenic amphetamines on cells of the central nervous 

system. The experiments were focused on the detection of oxidative stress and 

modification of the toxic load by the addition of various antioxidative substances. 

For the in vitro experiments we used HT22 cells. HT22 is a murine cell line of 

immortalized neural cells of the hippocampus. The cells were incubated in a 

preconfluent state with ethanol and the amphetamine derivates MDMA, MDA and 

MDE respectively by adding the substances to the cell culture medium. Ethanol was 

used in concentrations of 0 mM to 600 mM and MDMA, MDA and MDE in 0 mM to 5 

mM. Lipoic acid, vitamin C, vitamin E, catalase, N-acetylcysteine and desferal were 

added as antioxidants. After 24-hour incubation the vitality of the HT22 cells was 

evaluated using trypan blue staining. Oxidative stress was verified by protein 

carbonyl content (protein oxidation) using ELISA and malondialdehyde content (lipid 

peroxidation) using fluometry. 

Incubation of the HT22 cells with ethanol caused a linear decline of vital cells to 

10.2% (600 mM ethanol) of the controls (0 mM ethanol). The protein carbonyl content 

increased to 190.3% (400mM ethanol) and the malondialdehyde content to 129.7% 

(400 mM ethanol) of the respective reference value (0 mM ethanol). By adding lipoic 

acid this effect was attenuated significantly, even in low lipoic acid concentrations. 

The addition of vitamin C, vitamin E, catalase and N-acetylcysteine also reduced the 

cytotoxic effects of ethanol. It caused a distinct increase in the number of vital HT22 

cells under incubation with ethanol. The protein carbonyl content was reduced – 
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although not significantly – by the addition of antioxidative substances. 

Measurements of malondialdehyde showed inconclusive results in this respect. 

An analog decline of vital cells was caused by incubation of HT22 cells with the 

amphetamine derivates MDMA, MDA and MDE. The protein carbonyl content 

increased significantly in a dose-dependent manner by a factor of 2, even at 

concentrations as low as 0.5 mM MDA. The marker for lipid peroxidation also rised, 

but not significantly. By the addition of antioxidative substances (lipoic acid, vitamin C 

and N-acetylcysteine) this cytotoxic effect could be reduced. In particular N-

acetylcysteine caused a distinct increase in vital cells in HT22 cells incubated with 

amphetamine derivates compared to the controls without antioxidants. By the 

addition of lipoic acid and N-acetylcysteine the protein carbonyl content could be 

reduced significantly. The level of malondialdehyde could likewise be reduced by the 

addition of antioxidant substances. 

Co-incubation of HT22 cells with ethanol and the amphetamine derivate MDMA 

increased the cytotoxic effects of the isolated substances and caused a decline of 

vital cells by additional 20%, e. g. on a level of 37.5 % (400 mM ethanol, 0,5 mM 

MDMA) of the negative control. These cytotoxic effects could be reduced by the 

addition of antioxidative substances as well, again in particular by N-acetylcysteine. 

In conclusion, the present experiments show that the hallucinogenic amphetamines 

MDMA, MDA and MDE have dose-dependent toxic effects on neuronal HT22 cells. 

These effects are mediated by oxidative stress and can be intensified by co-

incubation with ethanol. By the addition of antioxidants these toxic effects can be 

partially antagonized. This protective effect of antioxidants on neuronal cells may 

prove to be important for the development of new therapeutic substances for the 

treatment of patients with drug poisoning and should be verified in further studies. 

The transfer of these findings to an appropriate animal model and eventually to 

clinical trials in humans should be the aim. 
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Einleitung 
 
 

1 Einleitung 
 

1.1 Alkohol 

 

1.1.1 Hintergrund 

 

Alkohol zählt zu den meistkonsumierten Drogen der Welt. Schon seit Jahrtausenden 

übt der Genuss von Alkohol seine Faszination auf den Menschen aus, wobei ein 

ausgeprägter Konsum erst seit dem Mittelalter bekannt ist 1,2. Grund hierfür scheint 

jedoch weniger eine vor dieser Zeit kritischere Haltung dem Genussmittel gegenüber 

als vielmehr die relative Knappheit der zur Herstellung benötigten Inhaltsstoffe zu 

sein, so dass der Alkoholgenuss der reichen Bevölkerung vorbehalten war. Heute ist 

der Konsum dieser sogenannten „Alltagsdroge“ weltweit und in allen 

gesellschaftlichen Schichten weit verbreitet und allgemeinhin akzeptiert. Auch in 

Deutschland ist die Zahl derer, die regelmäßig Alkohol konsumieren laut 

Bundeszentralregister für gesundheitliche Aufklärung seit Jahren nahezu 

unverändert hoch. Die deutsche Hauptstelle für Suchtfragen veröffentlichte dazu im 

Jahre 2008 eine Statistik, die unter anderem den Alkoholkonsum je Einwohner an 

reinem Alkohol darstellt. Im Jahr 1998 lag dieser Pro-Kopf-Konsum bei 10,6 Liter, im 

Jahr 2006 bei 10,1 Liter 3. In Deutschland gelten 1,3 Mio. Einwohner (2,4 %) als 

alkoholabhängig, bei 2,0 Mio. (5 %) geht man von schädlichem Alkoholmissbrauch 

aus. Insgesamt sind Männer dreimal so häufig betroffen wie Frauen 4. Über 25% der 

Todesfälle bei Männern zwischen 35 und 65 Jahren sind direkt oder indirekt durch 

den Konsum von Alkohol bedingt 5. Alkoholassoziierte Erkrankungen verursachten in 

Deutschland im Jahre 2002 volkswirtschaftliche Kosten in Höhe von 24,4 Mrd. € 6. In 

den USA liegt die Quote der Erwachsenen mit chronischem Alkoholmissbrauch bei 

etwa 7,4 %. Im Jahre 1998 wurden durch Alkoholmissbrauch in den USA Kosten in 

Höhe von etwa 185 Milliarden Dollar verursacht 7. 

Im Bericht des Bundeszentralregisters für gesundheitliche Aufklärung vom November 

2004 zeigt sich erstmals seit den 1970er Jahren wieder ein deutlicher Anstieg des 

Konsums bestimmter Alkoholika. So ist im Vergleich von 2001 zu 2004 der Konsum 

von alkoholischen Mischgetränken, sog. Alcopops, von 8% auf 16 % gestiegen. 
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Hierbei hat insbesondere der Verbrauch in der Gruppe der Jugendlichen und jungen 

Erwachsenen zugenommen 8. Aufgrund bekannter Risiken ist die Ausgabe 

alkoholischer Getränke an unter 18jährige nach Jugendschutzgesetz nur 

eingeschränkt erlaubt 9. 

 

1.1.2 Pharmakologie und Wirkung  

 

Als Alkohol wird umgangssprachlich das bei der Vergärung von Zucker entstehende 

Ethanol bezeichnet. Dieser Vorgang findet als stark exogene und somit 

energiebringende Reaktion in der Hefe statt und wird als alkoholische Gärung 

bezeichnet 10. Traditionell nutzt man für die Herstellung zuckerhaltige Lebensmittel 

wie Weintrauben oder andere Früchte, Getreide oder Kartoffeln. Der Alkoholgehalt 

der Gärungsprodukte liegt bei etwa 4 – 13 Vol. % und kann durch Destillation noch 

deutlich gesteigert werden. Chemisch handelt es sich bei Ethanol (C2H5OH) und 

anderen Alkoholen um organische Verbindungen, die durch die Hydroxylgruppe als 

funktionelle Gruppe gekennzeichnet sind. Ethanol wird hepatozytär unter Bildung der 

Zwischenprodukte Acetaldehyd und Acetat abgebaut. Bei Gesunden geht man 

hierbei von einer Abbaugeschwindigkeit von etwa 1 g Alkohol pro 10 kg 

Körpergewicht und Stunde aus. Prinzipiell stehen dem Körper für die Elimination drei 

Wege zur Verfügung, wobei der Abbau über die cytosolische Alkoholdehydrogenase 

mit bis zu 90 % bei weitem überwiegt 11. Bei starkem und regelmäßigen 

Alkoholkonsum kommt durch verstärkte Induktion des Cytochrom P450 2E1 auch der 

Elimination über das sogenannte mitochondriale Ethanoloxidierungssystem (MEOS) 

eine größere Rolle zu 12,13. Der Metabolismus über Katalase scheint relativ 

unbedeutend 14.  

Ursächlich für die toxische Wirkung des Ethanols scheint insbesondere das beim 

Abbau entstehende Acetaldehyd und die Aktivierung des Cytochrom P450 2E1 zu 

sein. Beides kann die Entstehung von oxidativem Stress begünstigen. Acetaldehyd 

ist in der Lage, als äußerst reaktive Substanz mit diversen Proteinen wie 

beispielsweise dem Antioxidans Glutathion (GSH) zu interagieren und somit deren 

Funktion zu beeinträchtigen. Die Oxidation von Ethanol im MEOS über das 

Cytochrom P450 2E1 führt zu einer vermehrten Bildung freier Radikale, was 

ebenfalls die Entstehung von oxidativem Stress begünstigt. 
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Neben den Genannten löst Ethanol im Organismus auch eine Vielzahl weiterer 

Effekte aus. So werden durch Interaktion von Acetaldehyd mit biogenen Aminen wie 

Tryptophan und Dopamin halluzinatorische Stoffe gebildet. Diese spielen 

möglicherweise bei der Entstehung der Alkoholabhängigkeit eine Rolle 15. Weiterhin 

kommt es zu Störungen der mitochondrialen Funktion und zu Effekten auf das 

Immunsystem oder den Eicosanoidstoffwechsel. Ethanol kann durch sein Vermögen, 

in biochemische Prozesse einzugreifen, nahezu jedes Organ schädigen. Zahlreiche 

Experimente haben gezeigt, dass auch für die neuronalen Schädigungen durch 

Ethanol die Auslösung von oxidativem Stress eine wichtige Rolle spielt, wobei die 

Hippokampus-Region besonders betroffen zu sein scheint 16-18. Eine Ursache hierfür 

könnte die ethanolvermittelte Dopaminfreisetzung sein, die in verschiedenen Studien 

belegt wurde 19.  

 

1.1.3 Klinik 

 

Alkohol hat eine Vielzahl klinischer Auswirkungen. Die wohl für die große Beliebtheit 

von Alkohol verantwortliche Wirkung wird in erster Linie über cerebrale Effekte 

vermittelt und ist stark dosisabhängig. Die Konzentration des Alkohols im Blut 

(gemessen in Promille oder g/dl) sind hierbei nur als grobe Orientierung anzusehen 

und variieren je nach Konstitution, Geschlecht, „Training“, Umweltfaktoren und vielem 

anderen. Mäßiger Alkoholkonsum entsprechend etwa einer Blutalkoholkonzentration 

von 0,2 ‰ wirkt zunächst euphorisierend und stimmungssteigernd. Die 

Kommunikationsbereitschaft wird erhöht und die Aufnahme sozialer Kontakte 

erleichtert. Diese Effekte treten in höheren Konzentrationen ab ca. 1,0 ‰ allerdings 

in den Hintergrund. Die vormals gelöste Stimmung kann in Unzugänglichkeit oder 

sogar Aggression umschlagen, es kommt zu Störungen des Reaktions-, Sprach- und 

Gleichgewichtsvermögens. Ab ca. 2,0 ‰ werden schwerwiegendere Auswirkungen 

auf cerebrale Funktionen, wie Orientierungs- und Gedächtnisschwierigkeiten und 

Vigilanzminderung beobachtet. Starke Intoxikationen können zu Koma und Tod 

führen. Außerdem werden vegetative Effekte wie Störungen der Thermoregulation 

beobachtet 20.  

Chronischer Alkoholkonsum führt zu einer Reihe weiterer somatischer und 

psychischer Veränderungen. Hierzu zählen Organschäden wie Leberzirrhose, 

Pankreatitis, Herzerkrankungen und eine erhöhte Inzidenz von Tumorerkrankungen. 
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Es treten psychische Erkrankungen wie Schizophrenie, Psychosen, Angststörungen 

und Depression auf. Neben polyneuropathischen Veränderungen kommt es auch zur 

Hirnatrophie, zum vermehrten Auftreten epileptischer Krampfanfälle, demenzieller 

Erkrankungen und des Wernicke-Korsakoff-Syndroms. Hinzu kommen psychosoziale 

Folgen des Alkoholismus wie Konflikte mit der Familie, mit Freunden und den 

Behörden, sowie zu einer erhöhten Inzidenz von Unfällen 21.  

 

1.2 Amphetamin und Amphetaminderivate 

1.2.1 Hintergrund 

Der Konsum von Ecstasy und verwandten Substanzen ist in den USA und Europa 

weit verbreitet 22. Seit Mitte 1980er Jahre sind insbesondere in der Gruppe der 

Jugendlichen und Heranwachsenden diese Amphetaminderivate neben Alkohol 

häufig konsumierte „Partydrogen“. Die Deutsche Hauptstelle gegen die 

Suchtgefahren e. V. (DHS) veröffentlichte hierzu eine Statistik, die unter anderem die 

Entwicklung der polizeilichen Rauschgiftsicherstellungen dokumentiert. Die Zahl der 

eingezogenen Konsumeinheiten von Ecstasy stieg dabei von 419.329 im Jahre 1998 

auf 3.200.000 im Jahre 2001 an und hat sich damit in dieser Zeit auf mehr als das 

7,6fache erhöht 23. Seither sind die Mengen sichergestellter Amphetaminderivate in 

Deutschland wieder rückläufig und betrugen knapp 1.000.000 Konsumeinheiten im 

Jahr 2007 3, 24. Nach wie vor ist Ecstasy jedoch die am zweithäufigsten konsumierte 

illegale Droge nach Cannabis in Deutschland 25. Bemerkenswert ist die Tatsache, 

dass Ecstasy sich gerade bei Erstkonsumenten illegaler Drogen großer Beliebtheit 

erfreut. So veröffentlichte Rolf Hasler einen Artikel über die Rauschgiftlage 1997, in 

der der Anteil von Amphetaminen oder Ecstasy an den konsumierten Erstdrogen mit 

mehr als einem Drittel beziffert wurde 26.  

Die Vereinten Nationen verzeichneten in ihrem World Drug Report 2008 weltweit 

etwa 9,0 Millionen Ecstasykonsumenten pro Jahr, entsprechend 0,2 % der 

Weltbevölkerung. In den Entwicklungsländern Asiens und Südamerikas zeichnet sich 

weiterhin ein zunehmender Konsum von Amphetaminderivaten und insbesondere 

Ecstasy ab 27. Noch im Jahre 2004 musste auch in den USA von einem weiter 

steigenden Konsum ausgegangen werden 28. In einer landesweiten Befragung von 

2007 unter Jugendlichen zwischen 18 und 25 Jahren wurde eine 12-Monats-

Prävalenz für den Konsum von Ecstasy von 3,5 % ermittelt, und damit ein Rückgang 
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von 2,3 % im Vergleich zu 2002. Allerdings liegt die Lebenszeit-Prävalenz in dieser 

Altersgruppe nach wie vor bei 12,8 % 29. Eine Querschnittsstudie des 

amerikanischen Gesundheitsministeriums kommt 2007 zu einem ähnlichen Ergebnis 

und beziffert die 12-Monats-Prävalenz für den Konsum von Ecstasy in der 

Altersgruppe 19 bis 24 Jahre mit 2,8 % 30. In Europa haben 2007 2,6 Millionen 

Menschen Ecstasy eingenommen. In der Altersgruppe der 15- bis 34-Jährigen betrug 

die 12-Monats-Prävalenz für 2007 1,8 % und untermauert damit Berichte über die 

Stabilisierung oder sogar rückläufige Tendenz beim Ecstasykonsum in Europa. 

Allerdings zeigen Studien zum Drogenkonsum in ausgewählten Freizeitmilieus mit 

vornehmlich jungem Publikum alarmierende Ergebnisse: Bei jungen Erwachsenen 

(15 – 30 Jahre), die regelmäßig Nachtlokale besuchen, lag 2006 die Lebenszeit-

Prävalenz für Ecstasykonsum bei 27 % gegenüber 5,6% in der Gesamtbevölkerung 

der selben Altersgruppe 31. In der Bundesrepublik Deutschland wurden in den 

vergangenen Jahren weitgehend stabile Tendenzen beobachtet. Im Jahre 2006 lag 

die 12-Monats-Prävalenz in der Altersgruppe von 18 bis 24 Jahre bei 1,9 % und 

damit etwa im europäischen Mittel. Die Lebenszeit-Prävalenz in der selben 

Altersgruppe liegt mit 5,4 % nur unwesentlich unter dem Wert von 5,6 % der 

europäischen Vergleichsgruppe 32. In Ballungszentren wie Berlin sind die Zahlen 

erwartungsgemäß höher. Im Epidemiologischen Suchtsurvey von 2006 wird die 12-

Monats-Prävalenz des Ecstasykonsums in der Altersgruppe der 15- bis 39-Jährigen 

mit 2,8 % angegeben. Während hier bei der 12-Monats-Prävalenz nahezu eine 

Halbierung seit 1995 eingetreten ist, steigt die Lebenszeit-Prävalenz weiter an und 

liegt mit 9,9 % deutlich über dem europäischen Mittel 33.  

Die Grundsubstanz Amphetamin wurde erstmalig 1887 im Rahmen seiner 

Doktorarbeit vom rumänischen Chemiker Lazăr Edeleanu synthetisiert 34. Es wurde 

1932 unter dem Namen Benzedrine® als Asthmamittel zur Inhalation kommerziell 

erhältlich. Es folgten Anwendungen als Mittel gegen Heuschnupfen und Erkältung, 

aber auch als Appetitzügler und Psychostimulanz zur Therapie von Depressionen, 

Morbus Parkinson und Narkolepsie. Während des 2. Weltkrieges wurde Amphetamin 

eingesetzt, um die Kampfkraft der Soldaten zu stärken. 1948 wurde es in den USA 

als Dexedrine® zur Behandlung von ADS bei Kindern auf den Markt gebracht 35. 

1914 patentierte die Firma Merck den Syntheseweg des dem Amphetamin 

verwandten Methylsafrylamin 36. Methylsafrylamin, später als 3,4-Methylenedioxy-

methamphetamin (im Folgenden MDMA) bezeichnet, hat eine stärkere 
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psychostimulierende Wirkung, als Amphetamin, und wurde daher bis in die 1980er 

Jahre in der Psychotherapie eingesetzt 37. Aufgrund der suchterzeugenden und 

psychoaktivierenden Wirkung wurde der Einsatz von MDMA als Medikament 

allerdings stark beschränkt. Erste Studien über eine eventuell neurotoxische Wirkung 

von MDMA brachten der Substanz 1985 zunächst ein Verbot in den USA ein 38, 39. 

Seit 1986 ist MDMA auch in Deutschland nach Betäubungsmittelgesetz (im 

Folgenden BTMG) gelistet 40. Neuere Studien rücken die therapeutischen Wirkungen 

von MDMA wieder in den Vordergrund. So wird unter anderem der medikamentöse 

Einsatz gegen die posttraumatische Anpassungsstörung diskutiert 41, 42.    

Zwei weitere Amphetaminderivate gehören zu den sogenannten Designerdrogen. 

3,4-Methylenedioxyamphetamin (im Folgenden MDA) und 3,4-Methylenedioxy-

ethylamphetamin (im Folgenden MDE) sind dem MDMA strukturell sehr ähnlich und 

unterscheiden sich nur durch eine Aminogruppe an der Seitenkette. MDA entsteht 

unter anderem beim Abbau von MDMA und wirkt im Vergleich zu MDMA nicht so 

stark halluzinogen, was der Substanz auch den Namen „Amerikas weiche Droge“ 

(Mellow Drug of America), oder „Love“ einbrachte. Der Name „Love“ entstand 

ursprünglich aufgrund der die Feinfühligkeit und Empathie steigernden Wirkung des 

MDA 43, 44. Nach dem Verbot von MDMA wurde als Ersatzstoff zunächst vermehrt 

MDE verwendet. Seit Beginn der 1990er Jahre ist dieses Verbot allerdings auch auf 

die verwandten Substanzen MDA und MDE ausgedehnt 45. Trotz dessen hat der 

Konsum der sogenannten Modedrogen MDMA, MDA und MDE besonders in den 

90er Jahren stark zugenommen 46.  

  

Ecstasy 

Umgangssprache Chemische Bezeichnung Abkürzung 

Ecstasy 3,4-Methylendioxymethamphetamin MDMA 

Love 3,4-Methylendioxyamphetamin MDA 

Eve 3,4-Methylendioxyethylamphetamin MDE 

 

Ecstasy ist heute eine Sammelbezeichnung für eine Vielzahl von 

Amphetaminderivaten. Neben MDMA enthält es häufig auch MDA und MDE in 

unterschiedlichen Konzentrationen 32. Die ehemals übliche Unterscheidung in 

„Ecstasy“ (MDMA), „Love“ (MDA) und „Eve“ (MDE) ist so heute nicht mehr 
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gebräuchlich. Die Abbildung 1 zeigt die chemischen Strukturformeln von MDMA, 

MDA und MDE. 

 

 

Abbildung 1 
 

 

 
                    1)  MDMA                                                     2)  MDA                                                       3) MDE                              

 

 

 

 

 
Abbildung 1:  Strukturformeln  

Abgebildet sind die chemischen Strukturformeln von MDMA, MDA und MDE. Auffallend ist die 
strukturelle Verwandtschaft der Substanzen, die sich nur in einer Aminogruppe unterscheiden. 

Die Substanzen sind mit einem Trägermittel vermischt und meist in Tablettenform 

oder zu Kapseln mit unterschiedlichen Motiven gepresst (Abbildung 2).  

 

Abbildung 2 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abbildung 2:  Ecstasytabletten  

Abgebildet sind Ecstasytabletten in verschiedenen Farben, Formen und mit unterschiedlichen 
Motiven. Mit freundlicher Genehmigung der Polizeilichen Kriminalprävention der Länder und des Bundes. 

www.polizei-beratung.de 
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1.2.2 Pharmakologie und Wirkung 

 

Pharmakologisch sind Amphetamine Derivate des Phenylethylamins. Durch 

einmalige Substitution mit einer CH3-Gruppe an der Seitenkette des 

Phenylethylamins entsteht das Amphetamin. Eine zweite Substitution mit einer CH3-

Gruppe ebenfalls an der Seitenkette kennzeichnet das Metamphetamin. Diese 

beiden klassischen Psychostimulantien sind dann Ausgangsstoffe für die Synthese 

der Weckamine bzw. der halluzinogenen Amphetamine. Erfolgen weitere 

Substitutionen an der Seitenkette des Amphetamins bzw. Metamphetamins werden 

die vigilanzsteigernden Weckamine bzw. Appetitzügler gebildet. Die halluzinogenen 

Amphetaminderivate, zu denen definitionsgemäß auch die Designerdrogen MDMA, 

MDA und MDE gehören, entstehen durch Substitution am aromatischen Ring des 

Amphetamins bzw. Metamphetamins.  

Die nach ihrer chemischen Struktur den halluzinogen Amphetaminen zugeordneten 

„Designerdrogen“ werden nach ihrer Wirkungsweise häufig auch als eigene 

Substanzgruppe unter dem Begriff Entaktogene zusammengefasst. So haben sie 

nicht nur eine den halluzinogenen Amphetaminen eigene serotonerge Wirkung, 

sondern auch die dopaminergen Eigenschaften der klassischen Psychostimulantien 

Amphetamin und Metamphetamin 47-49. Die serotonerge Wirkung wird über 

gesteigerte präsynaptische Serotoninfreisetzung, eine Reuptakehemmung von 

Serotonin sowie einen direkten Agonismus am 5HT1- und 5HT2-Rezeptor vermittelt 

und ist für die psychostimulierende Wirkung der halluzinogenen Amphetamine 

verantwortlich 50, 51. In Zellkultur- und tierexperimentellen Studien konnte gezeigt 

werden, dass es durch MDMA hierzu vor allem in Zellen des Neokortex, Striatum und 

Hippokampus kommt. So konnten u. a. Schmidt et al. eine erhöhte 

Serotoninfreisetzung durch Demethylierung von MDMA über das Cytochrom P450 

2D6 bei Ratten nach Belastung mit Amphetaminderivaten zeigen 52. Die Depletion 

des serotonergen Systems wird möglicherweise durch die Inhibition der neuronalen 

Monoaminoxidase verstärkt 53. Die indirekte dopaminerge und noradrenerge Wirkung 

entsteht über eine vermehrte Freisetzung und Reuptakehemmung dieser Stoffe und 

anderer biogener Amine und äußert sich als indirekte sympathomimetische Wirkung 

in einer Stimulation des Herz-Kreislauf- und zentralen Nervensystems 54.  

Infolgedessen kommt es im weiteren zu einer Degeneration der serotonergen 55 und 

dopaminergen Neurone 56, was sich in erniedrigten 5HT-Spiegeln und 
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Tryptophanhydroxylase-Aktivität zeigt 57, 58. Dies führt zu Symptomen, die denen der 

Parkinson-Krankheit ähnlich sind 56. Der Mechanismus dieser Degeneration ist nicht 

gänzlich geklärt, wobei eine mögliche Rolle einiger Metabolite der 

Amphetaminderivate diskutiert wird 59.  

Insbesondere oxidativer Stress als Mechanismus der Neurotoxizität durch 

Amphetaminderivate ist mittlerweile Gegenstand der Forschung 60, 61. Colado und 

Green beschrieben 1995 die Bildung freier Radikale in serotonergen 

Nervenendigungen nach MDMA-Injektion als eine mögliche Ursache für die 

Neuronendegeneration 62. Oxidativer Stress nach vermehrter Dopaminfreisetzung 

wird vor allem durch die Autooxidation von Dopamin verursacht, was zur Bildung 

reaktiver Sauerstoffspezies und zytotoxischer Chinone führen kann 52. Ursächlich für 

die Degeneration der dopaminergen Neurone scheint nach Colado zusätzlich die 

vermehrte Dopaminfreisetzung durch Dopamin als eine direkte Interaktion mit dem 

Dopaminrezeptor zu sein 63. Beim Dopaminabbau über die Monoaminooxidase-B 

entsteht H2O2 als ein Zwischenprodukt. H2O2 wird aufgrund seiner Fähigkeit, 

hochaktive Hydroxylradikale zu bilden, zur Gruppe der reaktiven Sauerstoffspezies 

(im Folgenden ROS) gezählt. In der Folge kann es in den betroffenen Geweben zu 

vermehrtem oxidativem Stress und Lipidperoxidation kommen 64. Ein durch die 

vermehrte Dopaminfreisetzung vermittelter Anstieg der Körpertemperatur verstärkt 

zusätzlich die Neurotoxizität 65, 66. Burrows et al. lieferten Hinweise, dass MDMA 

auch eine Störung der mitochondrialen Atmungskette bewirken kann 67. Hierbei 

scheinen wiederum reaktive Sauerstoffspezies eine wichtige Rolle zu spielen. Durch 

Messung erhöhter Spiegel proinflammatorischer Zytokine, wie Interleukin Iβ, nach 

Einfluss von MDMA konnten Orio et al. zeigen, dass auch eine Entzündungsreaktion 

an der Neurotoxizität halluzinogener Amphetamine beteiligt ist 68. 

Der Abbau von MDMA erfolgt in der Leber über das Cytochrom P 450 2D6 69, 70. Cole 

und Sumnall beschreiben in ihrem umfassenden Review toxische Metabolite des 

MDMA, die bei der Oxidation von MDMA über Cytochrom P 450 2D6 entstehen. So 

ist 3,4-Dihydroxymethamphetamin (DHMA) das direkte Produkt bei der 

Metabolisierung von MDMA und ein toxischer Metabolit der MDMA-vermittelten 

Neurotoxizität 43. 
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1.2.3 Klinik 

 

Ursache für die weite Verbreitung der Amphetaminderivate ist wohl hauptsächlich 

ihre empathogene und entaktogene Wirkung 71. Dem Konsumenten wird das Gefühl 

vermittelt, die eigene innere Psyche berühren zu können 72. Es wird ein inneres 

Glücksgefühl, Euphorie und friedliche Selbstakzeptanz ausgelöst. Das 

Selbstvertrauen wird gesteigert und Ängste abgebaut. Kontakt- und 

Kommunikationsfähigkeit wird erhöht, die Konsumenten verlieren ihre Ängste im 

sozialen Kontakt.  Die Wahrnehmung visueller und akustischer Reize wird intensiviert 
73. Nach Abklingen der stimulierenden Wirkung kommt es im Verlauf zu 

Erschöpfungszuständen. Auch Schlaf- und Konzentrationsstörungen sowie 

Depressionen und Angststörungen sind beschrieben.  

Zu den physischen Symptomen nach Einnahme von Ecstasy zählen unter anderen 

Appetitlosigkeit, Schlaflosigkeit, Schwitzen, Übelkeit, Muskelschmerzen und Ataxie 74, 

75. Bereits bei niedriger Dosierung können Bewusstseinsstörungen bis hin zu 

Bewusstseinsverlust, Tachypnoe und tachykarde Herzrhythmusstörungen auftreten 
76. Seltener kommt es zu hypertensiven Krisen und Krampfanfällen 77. Des weiteren 

führen Amphetamine aufgrund der vermehrten Dopaminfreisetzung zu einem Anstieg 

der Körpertemperatur 78. Bei einer Intoxikation mit halluzinogenen Amphetaminen 

kann es zu der vital bedrohlichen Hyperthermie kommen. MDMA bewirkt eine 

Dehydratation und kann eine Steigerung der Körperkerntemperatur auf bis zu 42 °C 

verursachen. Erhöhte Umgebungstemperaturen in Diskotheken und eine vermehrte 

Wärmeproduktion des Körpers bei exzessivem Tanzen verstärken diese 

Hyperthermie zusätzlich 79. Warnsignale können vom Konsumenten nicht mehr 

richtig gedeutet werden, was zu einer Verstärkung der Symptomatik mit 

Organversagen, Koma und Tod führen kann. Exzessive serotonerge Stimulation 

kann im sogenannten „Serotonin-Syndrom“ gipfeln, welches durch Störungen im 

neuromuskulären Bereich, Bewusstseins- und vegetative Störungen gekennzeichnet 

ist und lebensbedrohliche Krisen auslösen kann 80-82.  

Bemerkenswert ist die Tatsache, dass die Wirkung der „Designerdrogen“ nicht allein 

durch die aufgenommene Menge, sondern vielmehr auch durch die 

Umgebungsbedingungen bestimmt wird. So kommt es zur Wirkungsverstärkung bei 

lauter Umgebung, flimmernden Lichteffekten und Dehydratation, wie sie bei 

Diskothekbesuchen typisch sind 83.  
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Erste Effekte treten etwa 15 Minuten nach Einnahme auf, wobei die maximale 

Wirkung nach etwa 2 Stunden zu erwarten ist. Nach 4-7 Stunden klingt die Wirkung 

langsam ab, zum Teil kann sie aber auch deutlich länger anhalten 49, 84.  

 

1.3 Mischkonsum 

 

Der isolierte Konsum einer psychotropen Substanz kann, wie beschrieben, bereits 

eine Vielzahl von gesundheitsschädlichen Folgen haben, ist allerdings die 

Ausnahme. Ein Mischkonsum verschiedener Substanzen und Substanzgruppen 

verstärkt nicht nur die erhoffte Wirkung der einzelnen Substanzen, sondern führt 

auch zur Potenzierung der schädlichen Nebenwirkungen und Gefahren. Gerade 

unter Jugendlichen und im Rahmen von Diskothekbesuchen ist ein solcher 

Mischkonsum weit verbreitet 22. Hier ist besonders die durchaus übliche gleichzeitige 

Einnahme von Alkohol und Amphetaminderivaten hervorzuheben. Wie oben 

beschrieben, hat in der Gruppe der Jugendlichen und jungen Erwachsenen in den 

letzten Jahren der Konsum beider Substanzgruppen als sogenannte „Partydrogen“ 

deutlich zugenommen. Welche Auswirkungen dieser Mischkonsum hat und inwieweit 

hierdurch die schädlichen Wirkungen der Einzelsubstanzen verstärkt werden, ist 

weitgehend unbekannt. 

 

1.4 Oxidativer Stress 

 

1.4.1 Reaktive Sauerstoffspezies 

 

Bei physiologischen Stoffwechselvorgängen werden im Organismus ständig reaktive 

Sauerstoffspezies (ROS) gebildet. Eine Quelle ist die mitochondriale Atmungskette 

der Zelle. Diese stellt eine wichtige Energiequelle für den Organismus dar. Bei der 

Reduktion von Sauerstoff wird Energie frei, die zur Phosphorylierung von 

Adenosindiphosphat (ADP) zu Adenosintriphosphat (ATP) genutzt wird. Hierbei 

kommt es in einem geringen Ausmaß zu Elektronenverlusten. Dies führt dazu, dass 

bei der Reduktion dieses Sauerstoffmoleküls kein Wasser, sondern ROS entstehen. 

Hierzu zählen freie Radikale wie das Hyperoxidanion (O2·) und das Hydroxyl-Radikal 
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(HO·) 85. Ein weiterer wichtiger Ausgangspunkt für die Entstehung freier Radikale im 

Organismus ist das Enzymsystem Cytochrom P450, welches eine Vielzahl von 

Aufgaben im Stoffwechsel erfüllt 86. Auch physikalische Einflüsse wie mechanische 

Reizungen oder Strahlungen spielen bei der Bildung freier Radikale eine große Rolle.  

ROS sind durch das Auftreten eines freien Elektrons gekennzeichnet und sehr 

reaktionsfreudig. In physiologischen Konzentrationen haben sie wichtige Aufgaben. 

So regulieren sie beispielsweise die Induktion der Apoptose, aktivieren 

immunmodulierende Transkriptionsfaktoren und wirken chemotaktisch auf 

Entzündungszellen 87, 88.  

Kommt es zu einem Missverhältnis zwischen ROS und antioxidativen 

Schutzsystemen, spricht man von oxidativem Stress 89
. Diese Situation entsteht 

durch vermehrtes Anfallen ROS oder durch eine Verminderung antioxidativer 

Schutzsysteme. Hierdurch kommt es zur Akkumulation zellulärer Oxidationsprodukte, 

was Zellschädigungen bis hin zum Zelltod zur Folge haben kann. Zum einen wird 

dies über eine Aktivierung intrazellulärer Signalwege vermittelt, welches auch bei 

gesunden Zellen nach Erschöpfung zellulärer Reparationsmechanismen zur 

Apoptose, dem programmiertem Zelltod, führen kann. Zum anderen kommt es zur 

Oxidation zellulärer Bestandteile wie DNA, Proteinen oder Fettsäuren in 

Membranphospholipiden. Dies zieht zelluläre Schädigungen wie den 

unprogrammierten nekrotischen Zelltod nach sich.  

Untersuchungen zeigen, dass insbesondere die mitochondriale DNA durch 

oxidativen Stress geschädigt wird 90. Grund hierfür scheint unter anderem die hohe 

Bildungsrate von ROS durch die mitochondriale Atmungskette zu sein. Die hierdurch 

verminderte Mitochondrienleistung wird mit dem zellulären Alterungsprozess in 

Verbindung gebracht 91.  

Wichtige bekannte Ursachen für die Entstehung von Situationen, in denen die 

Produktion ROS die Kapazität der antioxidativen Schutzsysteme übersteigt, sind 

Tabakrauchen, Infektionen, UV-Strahlungsexposition und übermäßiger 

Alkoholkonsum. Auch die zu geringe Zufuhr antioxidativer Substanzen durch 

Fehlernährung kann zu oxidativem Stress führen. 
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1.4.2 Proteinoxidation 

 

Proteine sind Grundbaustein aller Zellen und haben mannigfaltige Funktionen im 

Organismus. Durch oxidativen Stress kommt es zu einer Vielzahl oxidativer 

Modifikationen an Proteinen wie Oxidation von Sulfhydrylgruppen, Bildung von 

Proteindisulfiden oder – durch Einwirkung von Hydroxylradikalen – Entstehung von 

Carbonylen an Lysin, Arginin, Threonin und Prolin 92, 93. Diese Proteincarbonyle 

können nach Levine et al 1990 zur Bestimmung des Grades der oxidativen 

Belastung einer Zelle herangezogen werden 94. Der Grad dieser Schädigung beruht 

auf zahlreichen Faktoren wie z. B. Art und Wirkungsort der oxidativen Schädigung 95.  

 

1.4.3 Lipidperoxidation 

 

Als ein weiterer aussagekräftiger Indikator für die Folgen des oxidativen Stresses auf 

eine Zelle gilt die Lipidperoxidation 96. Vor allem vielfach ungesättigte Fettsäuren 

werden oxidiert. Deren besonders langlebige aldehydische 

Lipidperoxidationsprodukte (z. Bsp. Malondialdehyd) können durch Diffusion mit 

Substraten reagieren, die von ihrem Entstehungsort entfernt liegen und in Zellen 

unter anderem Makrophagen und Enzyme inhibieren. 

 

1.4.4 Antioxidative Schutzsysteme 

 

Antioxidantive Systeme haben die Aufgabe, die physiologische Konzentration an 

ROS aufrecht zu erhalten und den Organismus vor schädigenden Einflüssen durch 

oxidativen Stress zu schützen. Dabei stehen dem Körper eine Reihe von Substanzen 

zur Verfügung, die über ein komplexes Netzwerk auf die Zelle wirken. Zum einen 

besteht hierfür die Möglichkeit, über Betacarotin, Vitamine wie Vitamin C und E, 

Spurenelemente und Proteine, die Bildung von ROS zu verlangsamen, zum anderen 

haben proteolytische Enzyme die Aufgabe, oxidativ geschädigte Proteine vermehrt 

abzubauen 97.  

Generell werden endogene und über die Nahrung aufzunehmende Schutzsysteme 

unterschieden. Endogen stehen eine Vielzahl von Substanzen wie unter anderem 
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das GSH-Redoxsystem, Harnsäure, Bilirubin oder Liponsäure zur Verfügung. Eine 

zentrale Rolle kommt hierbei dem GSH-Redoxsystem zu. Es ist in der Lage, 

Elektronen direkt auf ROS zu übertragen und diese somit zu inaktivieren. Außerdem 

kann es andere wichtige Antioxidantien, wie zum Beispiel Vitamin E und Vitamin C, 

reduzieren und so regenerieren. Das Redoxpotential von GSH beträgt –240 mV. Die 

Reduktion von Wasserstoff durch die Glutathionperoxidasen, als deren Substrat GSH 

dient, schützen zelluläre Proteine und Membranlipide vor Oxidation 98. Über die 

Nahrung werden Antioxidantien wie z. B. Vitamin C oder Vitamin E exogen zugeführt.  

Im Folgenden werden die antioxidativen Substanzen besprochen, die im Rahmen 

dieser Arbeit verwendet wurden.  

 

1.4.4.1 Liponsäure 

 
Liponsäure erfüllt im Organismus eine Vielzahl von Funktionen. Neben Aufgaben als 

Co-Faktor bei Dekarboxylierungsreaktionen besitzt sie eine Reihe direkter und 

indirekter antioxidativer Wirkungen. Liponsäure kann direkt mit verschiedenen ROS  

reagieren und diese damit inaktivieren. Zusätzlich bildet Liponsäure zusammen mit 

seiner reduzierten Form, der Dihydroliponsäure, ein äußerst effektives Redoxsystem, 

welches in der Lage ist, andere Antioxidantien wie GSH, Vitamin E oder Vitamin C zu 

regenerieren 99, 100. Liponsäure ist in der Lage die Blut-Hirn-Schranke zu überwinden 

und kann sich so im Gehirn anreichern und neuronale Strukturen vor oxidativen 

Schädigungen schützen. Liponsäure wurde in mehreren Studien erfolgreich zur 

Reduktion oxidativer Schädigungen eingesetzt 101, 102. Podda M. et al. haben gezeigt, 

dass Liponsäure die nach Einwirkung von UV-Strahlung auftretenden Hautschäden 

vermindern kann 103. 

  

1.4.4.2 Vitamin C 

 

Vitamin C (Ascorbinsäure) ist ein klassisches, wasserlösliches Antioxidans. Es kann 

vom menschlichen Organismus nicht de novo synthetisiert werden und muss über 

die Nahrung aufgenommen werden. Reich an Vitamin C sind beispielsweise 

Zitrusfrüchte, Kartoffeln oder Paprika. Vitamin C erfüllt vielfältige Aufgaben im 

Organismus. So dient es unter anderem als Redoxmittel bei einer Vielzahl 
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chemischer Reaktionen. Durch zweimalige Elektronenübertragung entsteht aus 

Ascorbinsäure über die Zwischenstufe des Ascorbylradikals die Dehydro-

ascorbinsäure. Durch dieses Redoxsystem kann Vitamin C die Oxidation anderer 

Substanzen und Vitamine verhindern. Es ist in der Lage, äußerst effektiv mit anderen 

Antioxidantien wie GSH und Vitamin E zu interagieren und somit zelluläre Strukturen 

vor oxidativem Stress zu schützen. Von besonderer Bedeutung ist die antioxidative 

Wirkung von Vitamin C und Vitamin E bei der Eliminierung von Produkten der 

Lipidperoxidation, die bei der Oxidation von Fettsäuren entstehen.  

In klinischen Studien konnte gezeigt werden, dass unter Zugabe von Vitamin C die 

hepatotoxischen Effekte von Ethanol vermindert werden 104. Carvalho et al. haben in 

experimentellen Untersuchungen die Wirksamkeit von Vitamin C bei 

amphetaminvermittelten Leberschädigungen gezeigt 105. 

 

1.4.4.3 N-Acetylcystein 

 

N-Acetylcystein (N-Ac) wird klinisch routinemäßig zur Behandlung der Paracetamol-

Intoxikation und zur Prävention von Nierenschäden durch die Gabe von 

Kontrastmittel eingesetzt. Der exakte Wirkmechanismus von N-Acetylcystein bei 

diesen Anwendungen ist gegenwärtig Gegenstand der Forschung. In den letzten 

Jahren ist die antioxidative Wirkung von N-Acetylcystein vermehrt in den 

Vordergrund gerückt. Diese wird über verschiedene Eigenschaften des N-

Acetylcystein vermittelt. Es ist in der Lage, direkt mit reaktiven Sauerstoffspezies zu 

interagieren oder über Modulation der Glutathionsynthese antioxidativ zu wirken. N-

Acetylcystein ist ein Derivat der Aminosäure Cystein, welche für die Synthese von 

GSH erforderlich ist und kann die Glutathionsynthese auch direkt stimulieren. 

Außerdem verfügen einige Metabolite des N-Acetylcystein über Sulfhydrylgruppen, 

welche eigene antioxidative Eigenschaften aufweisen. Die antioxidative Wirkung von 

N-Acetylcystein, unter anderem zur Verhinderung amphetaminvermittelter 

Leberschädigungen, wurde in verschiedenen Studien nachgewiesen 105 - 107.   
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1.4.5 Neuronale Schädigung 

 

In den letzten Jahren ist die Bestimmung des Ausmaßes an oxidativem Stress als 

Pathomechanismus in der Neurologie intensiver untersucht worden. Oxidativen 

Schädigungen wird eine bedeutende Rolle bei einer Vielzahl von Erkrankungen des 

zentralen Nervensystems zugesprochen. Hierzu zählen in erster Linie neuronale 

Prozesse wie beispielsweise bei Morbus Alzheimer, Multipler Sklerose, Morbus 

Parkinson und beim Apoplex. Hierbei ist ein Zusammenhang zwischen der 

neuronalen Schädigung und oxidativem Stress deutlich geworden. Eine Reihe 

neurodegenerativer und neuroinflammatorischer Erkrankungen ist mit der 

Akkumulation von Proteinoxidationsprodukten verbunden 108, 109. In der Pathogenese 

demyelinisierender Erkrankungen wie beispielsweise der Multiplen Sklerose spielt die 

immunologische Reaktion auf oxidativ veränderte Proteine eine wichtige Rolle 110. 

Außerdem kann Malondialdehyd als Produkt der Lipidperoxidation bei vielen 

neurologischen Erkrankungen in erhöhten Konzentrationen nachgewiesen werden. 

Ursächlich für die besondere Anfälligkeit des ZNS für oxidativen Stress scheint die 

besondere Lipidbeschaffenheit neuronaler Gewebe zu sein. Sie sind reich an 

mehrfach ungesättigten Fettsäuren, die besonders empfindlich auf oxidativen Stress 

reagieren 109. Durch den hohen Sauerstoffumsatz im ZNS wird die Entstehung von 

ROS hier noch begünstigt 91. Des weiteren stehen im ZNS aufgrund der Blut-Hirn-

Schranke nur in begrenztem Umfang antioxidative Schutzmechanismen zur 

Verfügung 111, 112. Hierzu zählen sowohl endogene Enzyme wie die Glutathion-

peroxidase oder Liponsäure als auch über die Nahrung zugeführte Vitamine wie 

Vitamin E.  
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1.5 Fragestellung 

 

In dieser Arbeit sollte die unmittelbaren Auswirkungen einer Belastung mit den 

psychotropen Substanzen Ethanol und halluzinogenen Amphetaminen auf 

Nervenzellen des ZNS untersucht werden. Neben Ethanol werden MDMA, MDA und 

MDE untersucht. Bei letzteren handelt es sich um Inhaltsstoffe der weit verbreiteten 

„Partydroge“ Ecstasy. Der Schwerpunkt meiner Arbeit soll hierbei auf den Nachweis 

von oxidativem Stress liegen, da oxidativem Stress eine zentrale Rolle als 

Schädigungsmechanismus von Ethanol und Amphetaminen zugeschrieben wird. 

Das ZNS reagiert sehr empfindlich auf oxidativen Stress. Die geplanten Experimente 

werden in vitro an der neuronalen Zelllinie HT22 durchgeführt. Hierbei handelt es 

sich um immortalisierte Zellen aus dem Hippokampus der Maus. Diese Region 

reagiert besonders empfindlich auf toxische Effekte von Ethanol und Amphetaminen 
18, 113. 

Im Weiteren wird untersucht, inwieweit durch Zufuhr von Antioxidantien das 

Missverhältnis von pro- und antioxidativen Substanzen verbessert werden und somit 

eine Schädigung auf zellulärer Ebene durch Belastung mit Alkohol oder 

Amphetaminderivaten reduziert werden kann. Es werden sowohl Vitamine wie 

Vitamin C, als auch Liponsäure und N-Acetylcystein eingesetzt.  

In einer Fortführung der Experimente wird die Problematik des Mischkonsums von 

Ethanol und halluzinogenen Amphetaminen beleuchtet. Werden toxische Effekte 

durch Kombination der Substanzen verstärkt? Die kombinierte Belastung von HT22 

Zellen durch Ethanol und Amphetaminderivaten in vitro dient hierbei als Modell des 

Mischkonsums. Auch hier wird anschließend die potentiell protektive Wirkung 

einzelner antioxidativer Substanzen geprüft.  

 

Somit lauten die zentralen Fragen, die durch diese Arbeit beantwortet werden sollen: 

 

Ethanol 

1. Wie ist die Dosis-Wirkung-Beziehung von Ethanol bezüglich der Zytotoxizität in 

HT22 Zellen?  

2. Kommt es durch Belastung mit Ethanol zur vermehrten Bildung zellulärer 

Oxidationsprodukte in HT22 Zellen?  
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3. Kann der durch Ethanol  hervorgerufene oxidative Stress durch Zugabe 

antioxidantiver Substanzen positiv beeinflusst werden? 

Halluzinogene Amphetaminderivate 

1. Haben die halluzinogenen Amphetaminderivate MDMA, MDA und MDE 

toxische Wirkungen auf HT22 Zellen? 

2. Kommt es hier zur vermehrten Bildung zellulärer Oxidationsprodukte in HT22 

Zellen?  

3. Kann der oxidative Stress bei Belastung mit MDMA, MDA bzw. MDE durch 

Zugabe von Antioxidantien vermindert werden? 

Kombinationsbelastung 

1. Wird die Wirkung von Ethanol und Amphetaminderivaten bezüglich Toxizität 

bei einer Kombinationsbelastung verstärkt? 

2. Kann der Zusatz von Antioxidantien den Vitalitätsverlust reduzieren? 
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2 Material und Methoden 
 

2.1 Material 

 

2.1.1 Geräte 

 

Fluoreszenzdetektor RF-530 Shimadzu Europa GmbH, Duisburg 

HPLC Pumpe 510 Waters GmbH, Eschborn 

HPLC System Alliance-HPLC® Waters GmbH, Eschborn 

Inkubator HERAcell® Thermo Scientific, Waltham, USA 

Integrator C-R6A Shimadzu Europa GmbH, Duisburg 

Kühlzentrifuge Allegra® Beckman Coulter GmbH, Krefeld 

Kreisschüttler Titramax Heidolph Instruments GmbH, Schwabach 

Mikroskop Leica DM IL Leica Microsystems GmbH, Wetzlar 

Mikrowaage MC 210S  Sartorius AG, Göttingen 

Neubauer-Zählkammer Fein-Optik, Bad Blankenburg 

pH-Meter Beckman Coulter GmbH, Krefeld 

Pipettierhilfe Invitrogen Corp., Carlsbad, USA 

Plate Reader iEMS MF  Labsystems, Helsinki, Finnland 

Präzisionswaage BL1500S Sartorius AG, Göttingen 

Rotor F2404H (f. Kühlzentrifuge) Beckman Coulter GmbH, Krefeld 

Rotor H400 (f. Zellkulturzentrifuge) Kendro, Hanau 

UV-Spektrophotometer UV-160A Shimadzu Europa GmbH, Duisburg 

Vortexer REAX top Heidolph Instruments GmbH, Schwabach 

Werkbank HERAsafe Thermo Scientific, Waltham, USA 

Zellkulturzentrifuge Sorvall® TC6 Kendro, Hanau  

Zentrifuge CS15-R Beckman Coulter GmbH, Krefeld 
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2.1.2 Verbrauchsmaterial 

 

Cryo-Röhrchen  Carl Roth GmbH, Karlsruhe 

Deckgläser Carl Roth GmbH, Karlsruhe 

Falcon™ Conical Tubes Becton Dickinson, San Jose, USA 

HPLC Säule Supelcosil  LC 18 Sigma-Aldrich, München 

Nunc Multischale (6 Wells) Thermo Fisher Scientific, Rochester, USA 

Nunc Multischale (24 Wells) Thermo Fisher Scientific, Rochester, USA 

Nunc 96 MicroWell™ Platte Thermo Fisher Scientific, Rochester, USA 

Nunc Serologische Pipetten Thermo Fisher Scientific, Rochester, USA 

Nunc Zellkulturflasche EasyFlasks™ Thermo Fisher Scientific, Rochester, USA 

Reaktionsgefäß (Eppendorfgefäß) Eppendorf AG, Hamburg 

UV-Küvetten Hellma GmbH, Müllheim 

Zellschaber Merck KGaA, Darmstadt 

 

 

2.1.3 Zelllinie 

 

Für die im folgenden beschriebenen Versuche wurden Zellen der Zelllinie HT22 

verwendet. Bei der HT22 Zelle handelt es sich um einen Subklon der HT4 Zellen 114. 

Sie wurden aus dem Hippokampus der Maus isoliert und mittels SV-40 T-Antigen 

immortalisiert 115. HT22 Zellen sind gut charakterisiert und gelten als Modell für 

humane Nervenzellen des ZNS. Sie werden unter anderem bei der Untersuchung 

von molekularen Mechanismen von oxidativem Stress verwendet 116-119. Die Zellen 

weisen keine inotropen Glutamatrezeptoren auf und wurden aufgrund ihrer 

Glutamatsensitivität selektioniert 120. Die verwendeten Zellen wurden uns 

freundlicherweise vom Labor Prof. Dr. O. Ullrich, Institut für Anatomie der Charité, zur 

Verfügung gestellt.  
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2.1.4 Alkohol 

 

Ethanol (96%) J. T. Baker, Deventer, Niederlande 

 

Bei den für die Belastungsuntersuchungen verwendeten Alkohol handelte es sich um 

Ethanol. Es liegt als Flüssigkeit vor und kann mit Wasser oder Zellkulturmedium in 

die gewünschte Konzentration verdünnt werden. 

 

 

2.1.5 Amphetamine 

 

3,4-MDA Sigma-Aldrich, München 

3,4-MDMA Sigma-Aldrich, München 

3,4-MDE Sigma-Aldrich, München 

 

Bei den für die Belastungsuntersuchungen verwendeten Amphetaminen handelte es 

sich um 3,4-MDMA, 3,4-MDA und 3,4-MDE.  

MDMA, MDA und MDE liegen als weiße kristalline Pulver vor und sind gut in Wasser 

löslich 121. Sie wurden gemäß der gesetzlichen Vorschriften des deutschen 

Betäubungsmittelgesetzes verwendet bzw. gelagert (§ 18 BTMG). Die Stoffe wurden 

über den Zulassungsinhaber PD Dr. Matthias Pirlich unter der BTM-Nr. 4460796 

bezogen.  
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2.2 Methoden 

 

2.2.1 Versuchsablauf 

 

Alle Versuche dieser Arbeit wurden an HT22 Zellen durchgeführt. Hierfür wurden die 

HT22 Zellen zunächst in geeigneten Zellkulturgefäßen ausgesät und zu einem prä-

konfluenten Zellrasen kultiviert. Um die toxische Wirkung der eingesetzten 

Substanzen auf die HT22 Zellen zu untersuchen, wurden die Zellen über einen 

definierten Zeitraum mit der jeweiligen Substanz belastet. Hierbei wurde zunächst 

Ethanol in steigender Konzentration untersucht. Um oxidativen Stress als  

ursächlichen Schädigungsmechanismus zu identifizieren und um eine mögliche 

Protektion der Zellen durch antioxidative Substanzen zu prüfen, wurden bei der 

Belastung mit Ethanol verschiedene Antioxidantien zugesetzt. Zunächst wurden die 

HT22 Zellen auch isoliert mit der jeweiligen Substanz inkubiert, um eine toxische 

Wirkung der verwendeten antioxidativen Substanzen zu untersuchen. 

In einem zweiten Teil dieser Arbeit wurde die Wirkung der Amphetaminderivate 

MDMA, MDA und MDE auf HT22 Zellen untersucht. Auch hierbei wurden 

antioxidative Substanzen zugesetzt, um eine potentiell protektive Wirkung zu prüfen.  

Im dritten Teil dieser Arbeit wurde eine Kombinationsbelastung der HT22 Zellen mit 

Ethanol und MDMA untersucht und wiederum der Effekt antioxidativer Substanzen 

geprüft. 

Nach Abschluss der jeweiligen Belastungsphase erfolgte die Vitalitätsmessung 

mittels der Trypanblaumethode, die einen direkten Nachweis vitaler und avitaler 

Zellen ermöglicht. Im Anschluss wurden Messungen durchgeführt, die Aussagen 

bezüglich des oxidativen Status einer Zelle zulassen und so den auf die Zelle 

einwirkenden oxidativen Stress charakterisieren. So wurde zum einen die 

Konzentration der Carbonylgruppen in zellulären Proteinen bestimmt. Diese 

entstehen durch Oxidation zellulärer Proteine in Anwesenheit von ROS. In weiteren 

Experimenten wurde die Konzentration von Malondialdehyd gemessen, das bei der 

Lipidperoxidation entsteht und damit ebenfalls ein Indikator für die oxidative 

Belastung der Zellen darstellt.  
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2.2.2 Zellkultur 

  

Reagenzien 

 

Dulbecco´s modified Eagle medium  Gibco®, Invitrogen Corp., Carlsbad, USA 

(DMEM) 

Fötales Bovines Serum (FBS) Biochrom AG, Berlin 

Penicillin/Streptomycin  Sigma-Aldrich, München 

Glutamin Gibco®, Invitrogen Corp., Carlsbad, USA  

Glukose Sigma-Aldrich, München 

Phosphate Buffered Saline (PBS) Biochrom AG, Berlin 

Trypsin Sigma-Aldrich, München 

 

Alle Arbeitsgänge in Verbindung mit der Zellkultur wurden unter sterilen Bedingungen 

in einer Sicherheitswerkbank durchgeführt. Die Kultivierung der Zellen erfolgte in 

einem Begasungsbrutschrank wasserdampfgesättigt bei 37°C und 5% CO2. 

Zur Aufzucht der Zellen wurden T75 – Zellkulturflaschen verwendet. Das 

Zellkulturmedium bestand aus DMEM mit 10% FBS (hitzeinaktiviert), 1% 

Penicillin/Streptomycin, 1% 0,2 M Glutamin und 0,35 % Glukose.  

Das Kulturmedium wurde alle zwei Tage gewechselt. Hierfür wurde das Medium 

abgesaugt, die Zellkulturflasche mit 10 ml PBS gespült und anschließend wieder mit 

20 ml Kulturmedium aufgefüllt. 

Nach etwa 4 Tagen erfolgte bei präkonfluentem Zellrasen die Umsiedelung. Hierfür 

wurde das Kulturmedium abgesaugt, die Zellen mit 10 ml PBS gespült und 

anschließend für 2 Minuten mit 1 ml Trypsin bei 37°C inkubiert. Die vollständige 

Lösung der Zellen vom Boden der Zellkulturflasche wurde unter dem Mikroskop 

überprüft. Anschließend wurde das Trypsin mit Hilfe von 9 ml Kulturmedium 

inaktiviert. Die gelösten Zellen wurden im Kulturmedium als Einzelzellsuspension 

aufgenommen. Die Konzentration der Zellen in der Suspension wurde mittels 

Zählung in der Neubauer-Zählkammer bestimmt. Bei präkonfluentem Zellrasen 

enthielt eine T75 – Zellkulturflasche etwa 4 x 106 HT22 Zellen, dies entspricht etwa 

5,3 x 104 Zellen/cm². In die T75 – Zellkulturflaschen wurden 4 x 105 Zellen ausgesät 

und mit insgesamt 20 ml Kulturmedium aufgefüllt. 
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2.2.2.1 Kryokonservierung von Zellen 

 

Reagenzien 

 

Dimethyl-Sulfon-Oxid (DMSO) Sigma-Aldrich, München 

Fötales Bovines Serum (FBS) Biochrom AG, Berlin 

Glycerol Sigma-Aldrich, München 

 

Zur Konservierung wurden HT22 Zellen niedriger Passagen eingefroren und in 

flüssigem Stickstoff (-196 °C) aufbewahrt. Hierzu wurden die Zellen wie beschrieben 

vom Boden der Zellkulturflaschen abgelöst (siehe Kap. 2.2.1) und jeweils 5 x 107 

Zellen zu einem kompakten Pellet abzentrifugiert (8 Minuten, 1000 U/min). Nach 

einem Waschschritt mit PBS und erneuter Zentrifugation wurden die Zellen in 1,5 ml 

Gefriermedium resuspendiert und in Cryo-Röhrchen überführt. Das Gefriermedium 

bestand zu 1/3 aus Kulturmedium und zu 2/3 aus einer Stocklösung aus 60 % FBS, 

20 % Glycerol  und 20 % DMSO. Die Aliquots wurden für 24 Stunden bei -80°C 

gelagert und anschließend in flüssigem Stickstoff aufbewahrt. 

Zum Auftauen der Zellen wurden die Aliquots in Falcon™ Tubes überführt, 

tropfenweise mit etwa 10 ml kaltem Kulturmedium versetzt und anschließend in T75 

– Zellkulturflaschen ausgesät. Nach 12 Stunden wurde das Medium gewechselt, um 

Rückstände des DMSO zu entfernen. 

 

2.2.2.2 Mykoplasmentest 

 

Reagenzien 

 

Diamidino-Phenylindol (DAPI) Invitrogen Corp., Carlsbad, USA 

Methanol (min. 99,8%) J. T. Baker, Deventer, Niederlande 

 

Um eine Kontamination der Zellen während der Zellkultur auszuschließen, wurde in 

regelmäßigen Abständen eine Testung auf Mycoplasmen durchgeführt 122. Hierfür 

wurden Zellen in einer sterilen Petrischale auf Deckgläsern ausgesät. Nach 24 

Stunden wurde das Kulturmedium abgesaugt, die Zellen zweimal mit PBS 
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gewaschen und anschließend für 15 Minuten im Brutschrank mit einer Lösung aus 

DAPI (2 %) und Methanol (98%) inkubiert. Danach wurde die Lösung entfernt und die 

Zellen mit Methanol fixiert. Anschließend erfolgte die Untersuchung der Zellen unter 

dem Fluoreszenzmikroskop. Bei Nachweis von Mycoplasmen wurden die Zellen der 

kontaminierten Passage verworfen.   

 

2.2.3 Belastung der Zellen 

 

Reagenzien 

 

3,4-MDMA Sigma-Aldrich, München 

3,4-MDA Sigma-Aldrich, München 

3,4-MDE Sigma-Aldrich, München 

Ethanol (96%) J. T. Baker, Deventer, Niederlande 

Aqua bidest. Fresenius Kabi GmbH, Bad Homburg 

 

2.2.3.1 Einfachbelastungen 

 

Für die Belastungstests wurden HT22 Zellen in verschiedene Zellkulturgefäße 

ausgesät. In Abhängigkeit vom geplanten Testverfahren wurden 24-Well-

Multischalen (Vitalitätsmessung), T-75 Zellkulturflaschen (Proteincarbonyl-

bestimmung) und 6-Well-Multischalen (Malondialdehydbestimmung) verwendet. Die 

besiedelten Kulturgefäße wurden vor Belastung für 24 Stunden im Inkubator 

inkubiert. Anschließend erfolgte die Belastung nach jeweiligem Belastungsschema. 

Hierfür wurde das Kulturmedium durch das Belastungsmedium ersetzt.  

Die in Pulverform vorliegenden Amphetamine MDMA, MDA und MDE wurden nach 

dem Protokoll von Clauwaert et al. in Aqua bidest. gelöst und in flüssigem Stickstoff 

aufbewahrt 121. Bei der Auswahl der untersuchten Konzentrationen orientierten wir 

uns an in der Literatur angegebenen Werten 123. Für die Belastung der HT22 Zellen 

wurde Ethanol in der Konzentration von 100 mM, 200 mM, 300 mM und 400 mM 

untersucht. Die Belastungsuntersuchungen mit den Amphetaminen wurden mit 

Konzentrationen von 0,1 mM, 0,5 mM und 1 mM MDMA, MDA bzw. MDE 

durchgeführt. Die Belastungslösungen mit der gewünschten Konzentration von 
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Ethanol bzw. den Amphetaminen wurden durch Verdünnung mit Zellkulturmedium 

hergestellt.  

Für jede untersuchte Konzentration wurden Mehrfachproben angelegt. Außerdem 

wurden stets Negativkontrollen mit reinem Kulturmedium ohne Amphetamine bzw. 

Ethanol mitgeführt. 

 

2.2.3.2 Kombinationsbelastungen 

  

Als Ergänzung zur Einfachbelastung erfolgte in einer Fortführung der Experimente 

eine Kombinationsbelastung von Amphetaminen und Ethanol. Hierzu wurden die 

Amphetamine und Ethanol zusammen in Kulturmedium auf die gewünschte 

Konzentration verdünnt. Die Experimente der Kombinationsbelastung wurden 

exemplarisch mit 0,5 mM MDMA sowie 100 mM, 200 mM, 300 mM und 400 mM 

Ethanol durchgeführt. 

 

2.2.3.3 Antioxidantien 

 

Reagenzien  

 

Liponsäure Sigma-Aldrich, München 

Vitamin C  Merck KGaA, Darmstadt 

Vitamin E Sigma-Aldrich, München 

Katalase Sigma-Aldrich, München 

N-Acetylcystein Fluka®, Sigma-Aldrich, München 

Desferal Sigma-Aldrich, München 

 

In weiteren Experimenten wurde die Wirkung von antioxidantiven Substanzen auf 

HT22 Zellen unter Einfach- und Kombinationsbelastung mit Ethanol und 

Amphetaminen untersucht. In einer Reihe von Vorversuchen wurden mögliche 

toxische Wirkungen der Antioxidantien auf HT22 Zellen geprüft. Dies erfolgte mittels 

Vitalitätstestung nach 24-stündiger Inkubation der Zellen mit den Antioxidantien in 

verschiedenen Verdünnungen. Im einzelnen wurden Liponsäure (0,01 mM, 0,05 mM, 

0,1 mM, 0,25 mM, 0,5 mM, 0,75 mM, 1,0 mM, 1,25  mM), Vitamin C (0,2 mM), 
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Vitamin E (0,02 mM), Katalase (500 U/ml), N-Acetylcystein (5 mM) und Desferal (0,1 

mM) untersucht. Die verwendeten Konzentrationen der Antioxidantien orientierten 

sich wiederum an in der Literatur angegebenen Beispielen. 

Für die Versuche zur protektiven Wirkung von antioxidativen Substanzen auf HT22 

Zellen wurden dem jeweiligen Belastungsmedium die entsprechenden Antioxidantien 

zugesetzt und die Zellen damit für 24 Stunden inkubiert. Hierzu wurde Liponsäure in 

einer Konzentration von 0,01 mM, N-Acetylcystein 5 mM, Vitamin C 0,2 mM, Vitamin 

E  0,02 mM, Katalase 500 U/ml und Desferal 0,05 mM verwendet. 

 

2.2.4 Vitalitätstest 

 

Reagenzien  

 

Trypanblau (0,4%) Sigma-Aldrich, München 

 

Die Trypanblau-Methode basiert auf der Tatsache, dass nur avitale Zellen durch 

Trypanblau angefärbt werden. Das Trypanblau dringt durch defekte Zellmembranen 

avitaler Zellen in das Cytosol, bindet als anionisches Molekül an Zellproteine und 

färbt diese Zellen blau an. Vitale Zellen erscheinen unter dem Mikroskop leuchtend 

hell. Da die Farbstoffaufnahme der Zellen pH-abhängig ist, wurde auf eine enge 

Einstellung des pH-Wertes geachtet (maximale Aufnahme bei pH 7,5). Um 

reproduzierbare Ergebnisse zu erhalten, wurden zudem Farbstoffkonzentration, 

Temperatur (20 °C) und Dauer der Färbung (2 Min) konstant gehalten 124.  

Nach der Belastungsphase wurde das Belastungsmedium aus den 24-Well-

Multischalen abgesaugt und die Zellen mit PBS gespült. Anschließend wurden die 

Zellen mit jeweils 100 µl Trypsin vom Boden der Wells abgelöst und in 400 µl 

Zellkulturmedium resuspendiert. Für die Färbung der Zellen wurde zunächst eine 

Farblösung hergestellt. Diese setzte sich aus 30 µl Trypanblau 0,4 % und 20 µl Aqua 

bidest zusammen. Die Farblösung wurde in gleichen Anteilen mit der Zellsuspension 

gemischt (50µl Zellsuspension, 50 µl Farblösung). Hierbei wurde auf eine sorgfältige 

Durchmischung geachtet, um eine homogene Färbung der Zellsuspension zu 

ermöglichen.  
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Die Zellzählung erfolgte in der Neubauer-Zählkammer. Es wurden jeweils 4 große 

Quadrate ausgezählt und der Mittelwert errechnet. Die genaue Zellzahl errechnete 

sich anhand folgender Formel: 

  

Formel: 

(1)  Zellzahlgesamt = ZellzahlQuadrat x 104/ml x Verdünnungsfaktor x VolumenZellsuspens. 

Zellzahlgesamt = ZellzahlQuadrat x 104/ml x 2 x 0,5ml 

 

 

Durch die Anfärbung mit Trypanblau können vitale Zellen zuverlässig von avitalen 

Zellen unterschieden werden und so die Vitalität der Zellprobe gemessen werden. 

Die Vitalität errechnet sich anhand folgender Formel: 

 

Formel: 

(2)  Vitalität [%] = (Zellzahlvital) x (Zellzahlavital)-1 x 100 

 

2.2.5 Proteincarbonyle 

 

Proteincarbonyle entstehen durch Oxidation zellulärer Proteine und sind deshalb 

empfindliche Parameter zur Einschätzung des oxidativen Status der Zelle 125, 126. Da 

die absolute Menge zellulärer Proteine in Abhängigkeit von Faktoren wie 

beispielsweise der Zellzahl oder des Zellzyklus teilweise beträchtliche 

Schwankungen aufweisen können, ist der Vergleich der Proteincarbonyle einzelner 

Zellpopulationen nur im Verhältnis zum Gesamtprotein der Zellpopulation möglich. 

Zur Messung der Konzentration von Proteincarbonylen ist somit zunächst die 

Bestimmung der Menge Gesamtprotein notwendig. Im Anschluss lässt sich dann der 

Anteil der Proteincarbonyle am Gesamtprotein ermitteln. 
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2.2.5.1 Messung des Gesamtproteins 

 

Reagenzien 

 

BCA Protein Assay Kit  Pierce Biotechnology, Rockford, USA 

Butyl-Hydroxy-Toluol (BHT) Sigma-Aldrich, München 

Bovines Serum Albumin (BSA) Merck KGaA, Darmstadt  

 

Die Messung des Gesamtprotein erfolgte mittels des BCA Protein Assay Kits. Der 

BCA Protein Assay Kit basiert auf der Biuret-Reaktion: Peptidbindungen reduzieren 

im alkalischen Milieu zweiwertige Kupfer-Ionen, die in Anwesenheit der Aminosäuren 

Cystein, Cystin, Tryptophan und Tyrosin zu einem Tetradenat-Kupfer-Komplex 

reagieren. Der entstehende Tetradenat-Kupfer-Komplex bildet mit Bicinchoninsäure 

(BCA) einen violetten Chelatkomplex (BCA-Kupfer-Komplex), der photometrisch bei 

562 nm gemessen werden kann 127.  

 

Reaktion: 

(A)  Proteinpeptidbindung + Cu2+             Cu1+ + OH- 

(B) Cu1+ + 2 BCA         (BCA - Cu1+- BCA) Komplex 

 

Die Nachweisgrenze des BCA Protein Assay Kits liegt bei 5 µg/ml Protein. Der 

lineare Messbereich wird mit 25 µg/ml – 2000 µg/ml angegeben. Da die 

Komplexbildungsreaktion temperaturabhängig ist, kann die Sensitivität des Tests 

durch Inkubation im Inkubator (37°C) verstärkt werden. 

Für die Messung des Gesamtproteins und der Proteincarbonyle wurden die HT22 

Zellen in T-75 Zellkulturflaschen ausgesät und nach Protokoll belastet. Nach der 

Belastungsphase wurde das Belastungsmedium abgesaugt, die Zellen mit 10 ml PBS 

gewaschen, mit 1 ml Trypsin gelöst und in 9 ml Kulturmedium resuspendiert. Zur 

Herstellung eines kompakten Zellpellets wurden die belasteten Zellen aus der 

Zellsuspension bei 1100 U/min abzentrifugiert. In wiederholten Waschschritten mit je 

10 ml  kaltem PBS wurden Mediumrückstände beseitigt. Während dieses Vorgangs 

wurde die Probe im Eisbad gekühlt.  

Im Anschluss wurden die Zellen mit 150 µl 1 mM Butyl-Hydroxy-Toluol (BHT) 

vermengt und für eine Stunde bei 4 °C im Kreisschüttler lysiert. Die festen 
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Zellbestandteile wurden anschließend durch Zentrifugation entfernt (14000 U/min, 30 

Minuten, 4°C). Im Überstand befand sich das Lysat für die Proteinbestimmung. 

Da der Proteingehalt in den einzelnen Proben zum Teil weit über dem linearen 

Messbereich des BCA Protein Assay Kits lag, werden die Proben im Verhältnis 1:10 

mit Aqua bidest. verdünnt. Als Kontrolle wird bei der Messung neben den Proben 

auch Aqua bidest als Negativkontrolle sowie eine BSA-Standardreihe mit 25 µg/ml, 

125 µg/ml, 250 µg/ml, 500 µg/ml, 750 µg/ml, 1000 µg/ml, 1500 µg/ml und 2000 µg/ml 

BSA mitgeführt. Jede Probe wurde als Dreifachwert angesetzt.  

Je 25 µl der zu untersuchenden Proben (Lysat bzw. Standard) wurden in einer 96 

MicroWell™ Platte mit 200 µl der Arbeitslösung (Reagenz A und Reagenz B im 

Verhältnis 50 : 1) vermischt und für 30 Minuten bei 37 °C im Inkubator inkubiert. 

Nach Abkühlung auf Raumtemperatur wurde die Extinktion im Plate Reader bei 562 

nm gemessen. Die Berechnung des Proteingehaltes erfolgte mittels der 

Standardkurve. 

 

Formel: 

(3) Proteingehalt [mg/ml] = ExtinktionProbe x AnstiegStandard x Verdünnungsfaktor 

 

Das verbleibende Lysat wurde für die Messung der Proteincarbonyle verwendet. 

Hierfür wurden einzelnen Proben aus der Proteinbestimmung mit Aqua bidest. auf 

eine Proteinmenge von 1 mg/ml Gesamtprotein normiert. 

  

2.2.5.2 Messung der Proteincarbonyle (ELISA) 

 

Reagenzien 

 

Anti-DNP-Antikörper (Kaninchen) Sigma-Aldrich, München 

Anti-Kaninchen-IgG (POD – konjugiert) Sigma-Aldrich, München 

Bovines Serum Albumin (BSA) Merck KGaA, Darmstadt 

Dinatriumhydrogenphosphat (Na2HPO4) Merck KGaA, Darmstadt 

Dinitrophenylhydrazin (DNPH) Sigma-Aldrich, München 

Guanidinhydrochlorid Carl Roth GmbH, Karlsruhe 

Hypochlorsäure (HOCl) Sigma-Aldrich, München 

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4) Merck KGaA, Darmstadt 

 40



Material und Methoden 
 
 

Natriumborhydrid (NaBH4) Sigma-Aldrich, München 

Natriumchlorid (NaCl) Sigma-Aldrich, München 

Natriumdihydrogenphosphat (NaH2PO4) Fluka®, Sigma-Aldrich, München 

Natriumphosphat Puffer Sigma-Aldrich, München 

o-Phenylendiamin Sigma-Aldrich, München 

PBS Tablette Invitrogen Corp., Carlsbad, USA 

Salzsäure (HCl) Sigma-Aldrich, München 

Schwefelsäure (H2SO4) Merck KGaA, Darmstadt 

Tween® 20 Fluka®, Sigma-Aldrich, München 

Wasserstoffperoxid (H2O2) Sigma-Aldrich, München 

Zitronensäure Sigma-Aldrich, München 

 

 

Stammlösungen 

 

DNP Puffer Guanidinhydrochlorid (6 M) 

 Kaliumdihydrogenphosphat (0,5 M) 

Bindungspuffer Natriumphosphat Puffer (10 mM) 

 Natriumchlorid (40 mM) 

Entwicklerlösung o-Phenylendiamin (6 mg/ml) 

 Dinatriumhydrogenphosphat (50 mM) 

 Zitronensäure (24 mM)  

 Wasserstoffperoxid (0,04 %) 

PBS Dialysepuffer 1 PBS Tablette 

 100 ml Aqua bidest. 

 

Die Proteincarbonylbestimmung erfolgte nach einer von Buss et al. modifizierten 

Methode 128. Hierbei werden die Proteincarbonyle über eine Farbkomplexbildung mit 

Dinitrophenylhydrazin (DNPH) nachgewiesen. Dabei entsteht Dinitrophenylhydrazon 

(DNP). Das entstehende DNP wird anschließend in einer Immunkomplexreaktion an 

Anti-DNP-Antikörper vom Kaninchen gebunden. Beim sekundären Antikörper 

handelte es sich um einen monoklonalen anti-Kaninchen-Antikörper, der mit einer 

Peroxidase (POD) konjugiert ist. Diese katalysiert die Reduktion von H2O2 zu H2O. 

Dabei dient o-Phenylendiamin als Wasserstoffdonor. Dieses wird dabei zu 1,2-
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Benzochinondiimin oxidiert und zerfällt zu 1,2-Benzchinon. Über die Absorption von 

1,2-Benzchinon bei 492 nm kann die Konzentration an Proteincarbonylen errechnet 

werden. 

 

Reaktion: 

(C) 2,4-DNPH + Aldehyde        2,4-DNP +H20 

(D) 2,4-DNP + prim. AK    DNP-AK Komplex 

(E) DNP-AK Komplex + sek. AK-POD         DNP-AK-AK-POD Komplex 

(F) H2O2 + o-Phenylendiamin     POD          H2O + 1,2-Benzochinon 

 

Als Negativkontrolle diente bei der Messung der Proteincarbonyle 1 mM BHT. 

Zusätzlich wurde eine Standardreihe aus 1%, 3% und 5% oxidiertem BSA mitgeführt. 

Hierfür wurde 50 mg/ml BSA durch zweistündige Inkubation im Kreisschüttler bei 

Raumtemperatur in Gegenwart von 5mM Hypochorsäure oxidiert und mit PBS auf die 

gewünschte Konzentration verdünnt. Für die Standardreihe wurde PBS als 

Negativkontrolle verwendet.   

Die Proben für die Messung der Proteincarbonyle (Lysat bzw. Standard) wurden mit 

DNPH vermengt. Hierzu wurden 15 µl der Proben mit 45 µl DNHP (in 2 mg/ml DNP 

Puffer) im Vortexer vermischt. Während einer 45-minütigen Inkubation im Dunkeln 

bei Raumtemperatur erfolgte die Bindung des DNPH an die Carbonylgruppen der 

Proteine unter Abspaltung von Wasser. Anschließend wurden jeweils 5 µl der Lösung 

mit jeweils 1 ml Bindungspuffer vermischt und in 200 µl Aliquots in eine 96 

MicroWell™ Platte pipettiert. Die Platte wurde im Anschluss für 24 Stunden bei 4°C 

für inkubiert, wodurch ein Anhaften der DNP-markierten Proteins an den Boden der 

MikroWells erfolgt.  

Um unspezifische Antikörperreaktionen zu verhindern, wurde nach Absaugen des 

Bindungspuffers ein Serumblock aus je 250 µl reduziertem BSA in die einzelnen 

MikroWells gegeben und für 90 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert.  

Hierfür wurde BSA durch schrittweise Zugabe von Natriumborhydrid reduziert. Durch 

abschließende Zugabe von konzentrierter Salzsäure wurde ein vollständiger Umsatz 

des Natriumborhydrid sichergestellt. Nach Inkubation über 24 Stunden bei 

Raumtemperatur wurde das reduzierte BSA gegen PBS Dialysepuffer dialysiert und 

auf einen pH von 7,4 eingestellt. Nach Messung des Proteingehaltes wurde das 

reduzierte BSA mit PBS auf eine Konzentration von 0,1 % verdünnt.  
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Nach der Serumblockade wurde die Lösung aus den MikroWells vorsichtig 

abgesaugt und der primäre Antikörper zugegeben. Hierbei handelt es sich um einen 

anti-DNP-Antikörper vom Kaninchen. Der Antikörper wurde in einer Konzentration 

von 1:1000 mit reduziertem BSA (0,1 %) und Tween® 20 (0,1 %) angesetzt. Die 

MikroWells wurden mit 200 µl Antikörperlösung gefüllt und für 1 Stunde bei 37°C 

inkubiert.  

Im Anschluss wurden die MikroWells dreifach mit PBS gewaschen, um nicht 

gebundenen Antikörper zu entfernen, bevor dann jeweils 200 µl des sekundären 

POD-konjugierten anti-Kaninchen-IgG aufgetragen wurde. Dieser wurde in einer 

Konzentration von 1:10000 in reduziertem BSA (0,1 %) und Tween® 20 (0,1 %) 

verwendet. Nach Inkubation für 1 Stunde bei Raumtemperatur wurde die Platte 

wiederum dreifach mit PBS gewaschen und anschließend mit 200 µl 

Entwicklerlösung für etwa 20 Minuten bei 37 °C inkubiert. Trat ein Farbumschlag auf, 

wurde die Farbkomplexbildung durch Zugabe von jeweils 100 µl 2,5 M 

Schwefelsäure gestoppt und die Extinktion bei 492 nm am Plate Reader gemessen.  

Zur Berechnung der Konzentration der Proteincarbonyle wurden die Extinktionswerte 

der Negativkontrollen von den Werten der einzelnen Proben subtrahiert und mit 

einem ermittelten Faktor F multipliziert. 

 

Formel: 

(4) Proteincarbonyle [nmol/mg Protein] = (ExtinktionProbe – ExtinktionBHT) x Faktor F 

(5) Faktor F = [2,006/((E1%BSA + E3%BSA + E5%BSA) – EPBS)]/ ProteinmengeProbe 

 

2.2.6 Malondialdehydbestimmung 

 

Reagenzien 

 

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4) Merck KGaA, Darmstadt 

Methanol (min. 99,8%) J. T. Baker, Deventer, Niederlande 

Natriumhydroxid (NaOH) Sigma-Aldrich, München 

Phosphorsäure (H3PO4) Sigma-Aldrich, München 

Thiobarbitursäure Sigma-Aldrich, München 

Tetraethoxypropan  Sigma-Aldrich, München 

(Malondialdehyd-Standard) 
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Stammlösungen 

 

HPLC Laufmittel Phosphatpuffer pH 6,8 (60 ml) 

 Methanol (40 ml) 

Phosphatpuffer 50 mM Kaliumdihydrogenphosphat (4,08 g) 

 Aqua bidest (600 ml) 

TBA Lösung Thiobarbitursäure (0,6 g) 

 Aqua bidest. (100 ml) 

  

 

Thiobarbitursäurereaktive Substanzen (TBA-RS) entstehen bei der Oxidation 

mehrfach ungesättigter Fettsäuren, die durch freie Sauerstoffradikale in Zellen 

verursacht wird. Einen großen Anteil der entstehenden Substanzen stellt dabei 

Malondialdehyd dar 129. Malondialdehyd kann damit als Maß für die oxidative 

Belastung einer Zelle herangezogen werden. Bei der Messung des TBA-RS handelt 

es sich somit um eine weitere Methode zur Einschätzung des oxidativen Status der 

Zelle.  

Die Bestimmung der TBA-RS erfolgte nach der Methode von Wong et al. 130 mit 

Modifikationen nach Sommerburg et al. 131. Die Methode basiert auf der 

Komplexbildung von Malondialdehyd und TBA zu einem roten Farbstoff. Die 

Messung der TBA-RS erfolgte mittels Fluorometrie nach chromatographischer 

Trennung durch HPLC. Da auch die Menge der TBA-RS im Verhältnis zur Menge 

Gesamtproteins angegeben wird, erfolgte analog zur Bestimmung der 

Proteincarbonyle zunächst die Messung des Gesamtproteins (siehe Kap. 2.2.4.1).  

 

Reaktion: 

 

(G) TBA + Malondialdehyd                  TBA-Malondialdehyd Farbstoffkomplex + 2 H20 

 

Für die Messung der TBA-RS wurden die HT22 Zellen in 6-Well-Multischalen 

ausgesät und nach Protokoll belastet. Nach der Belastungsphase wurde das 

Belastungsmedium abgesaugt und die Zellen mit 10 ml PBS gewaschen. Im 

Anschluss wurden die Wells mit je 460 µl Aqua bidest. gefüllt und die Zellen mit dem 
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Zellschaber sorgsam vom Boden der Wells gelöst. Zur Bestimmung der Menge 

Gesamtprotein wurden 16 µl der so hergestellten Zellsuspension mittels des BCA 

Protein Assay Kits analysiert. 

Als Negativkontrolle diente bei der Messung der TBA-RS Aqua bidest. Zusätzlich 

wurde ein TBA-RS Standard mitgeführt. Hierzu wurde Tetraethoxypropan mit Ethanol 

und Aqua bidest. (Verhältnis 2 : 3) auf eine Konzentrationen von 2 mg/ml verdünnt.  

Die Proben für die Messung der TBA-RS (Suspension bzw. Standard) wurden mit der 

TBA-Lösung vermengt. Hierzu wurden 200 µl der Proben mit 250 µl TBA-Lösung, 

750 µl Phosphorsäure (0,4 mM) und 300 µl Aqua bidest. im Vortexer vermischt. Das 

Gemisch wurde über eine Stunde im Wasserbad bei 95 °C – 100 °C erhitzt und 

anschließend zügig im Eisbad abgekühlt, um die Reaktion zu stoppen. Unmittelbar 

vor der HPLC-Analyse wurden jeweils 100 µl der Proben mit 100 µl einer Lösung aus 

Methanol und NaOH (Verhältnis 1 : 50) neutralisiert. Anschließend wurde die Probe 

zentrifugiert (4000 U/min, 10 Minuten, Raumtemperatur), um den Überstand vom 

Bodensatz zu trennen. Für die chromatographische Auftrennung mittels HPLC 

wurden Aliquots von je 50 µl der einzelnen Proben in eine Supelcosil  LC 18 Säule 

injiziert. Die Flussrate des HPLC Laufmittels beträgt 1,0 ml/min. Die Messung der 

TBA-RS erfolgte bei einer Extinktionswellenlänge von 525 nm und Emissionwellen-

länge von 550 nm. Zur Berechnung der Konzentration der TBA-RS wurden die 

Extinktionswerte der Negativkontrollen von den Werten der einzelnen Proben 

subtrahiert und die Menge TBA-RS mittels der Standardkurve ermittelt. 

 

Formel:  

(6) TBA-RSProbe [pmol/µl]    =  FlächeProbe / FlächeStandard / 6  

(7) TBA-RSProbe [pmol/µg Protein] = TBA-RSProbe [pmol/µl] / (ProteinmengeProbe x 300)  

 

Ich danke hiermit herzlichst Frau Manuela Jackstadt für Ihre Hilfe und Unterstützung 

bei der Durchführung der Experimente. 
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2.3 Graphische Darstellung und statistische Auswertung 

 

Die erhobenen Daten der Vitalitätstests wurden als Balkendiagramm der Mittelwerte 

mit jeweiliger Standardabweichung dargestellt.  

   

Die statistische Auswertung der erhobenen Daten erfolgte mittels des Student t-Tests 

für stetige Zielgrößen. Die zu prüfenden Hypothesen der Untersuchungen lauteten 

hierbei:  

1. Durch Belastung von HT22 Zellen mit Ethanol bzw. Amphetaminderivaten kommt 

es zu einer Reduktion der Zellvitalität der HT22 Zellen gegenüber der Kontrollgruppe. 

2. Durch Belastung von HT22 Zellen mit Ethanol bzw. Amphetaminderivaten kommt 

es zu einer Steigerung der Proteincarbonyle und Malondialdehyde(als Ausdruck von 

oxidativem Stress als Ursache des zellulären Schädigungsmechanismus). 

3. Durch Zusatz von Antioxidantien zur Belastung mit Ethanol bzw. Amphetamin-

derivaten kommt es zu einer Verbesserung der Zellvitalität und Reduktion der 

Proteincarbonyle und Malondialdehyde der HT22 Zellen gegenüber der HT22 Zellen 

unter reiner Belastung mit Ethanol bzw. Amphetaminderivaten. 

 

Da die Daten der jeweiligen Stichproben erst durch Normierung auf den Kontrollwert 

von 100% verglichen werden können, wurde das Signifikanzniveau α mit 1% 

festgelegt. Als statistisch signifikant galten Ergebnisse bei p < 0,01. Signifikante 

Ergebnisse wurden in den Tabellen fett gedruckt dargestellt und in den Abbildungen 

mit * markiert.  

 

Die statistische Auswertung der erhobenen Daten wurde mittels SPSS für Windows, 

Version 12.0.1 (SPSS Inc., Chicago, IL, USA) durchgeführt. Die graphische 

Aufarbeitung der Ergebnisse erfolgte mittels Sigma Plot für Windows, Version 9.0 

(Systat Software Inc., San Jose, CA, USA). 
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3 Ergebnisse 
 

3.1 Ethanol 

 

Nach Belastungen der HT22 Zellen mit Ethanol wurden Vitalitätstestungen und 

weiterführende Untersuchungen bezüglich der oxidativen Situation der Zellen, wie 

Proteincarbonyl- und Malondialdehydbestimmungen durchgeführt. 

 

3.1.1 Zytotoxische Effekte von Ethanol auf HT22 Zellen 

 

In Abbildung 3 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit Ethanol nach 24 

Stunden in Abhängigkeit von der Ethanolkonzentration dargestellt. Die Zellzahl 

wurde mittels eines Neubauer Haemazytometers ermittelt. Die Unterscheidung von 

vitalen und avitalen Zellen erfolgte mit der Trypanblaumethode. Die Daten stellen den 

prozentualen Anteil der Zellen bezogen auf die Gesamtzellzahl der unbelasteten 

Kontrolle dar. Es zeigt sich eine stetige Abnahme der Zellzahl mit steigender 

Ethanolkonzentration (98,4 % ± 1,0 % bei 0 mM Ethanol vs. 10,2 % ± 11,1 % bei 600 

mM Ethanol). Der Anteil der vitalen Zellen an der Gesamtzellzahl, entsprechend der 

Vitalität der Zellen, sinkt unter steigender Ethanolkonzentration von 98,4 % ± 1,0 % 

bei 0 mM Ethanol auf 56,6 % ± 21,9 % unter 600 mM Ethanol. Sowohl die 

Veränderung der Gesamtzellzahl als auch die Abnahme der Vitalität erfolgen 

kontinuierlich und erreichen ein Minimum bei einer Ethanolbelastung von 600 mM. 

Dabei zeigt sich bereits ab einer Ethanolbelastung von 100 mM eine signifikante 

Abnahme der vitalen Zellen im Vergleich zur Kontrolle.  
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Abbildung 3: Zellvitalität bei steigender Ethanolbelastung 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der Zellen bezogen auf die Gesamtzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 36 bzw. n = 18 (* p < 0,01 im Vergleich zur 

Kontrolle).Proteinoxidation durch Ethanolbelastung 

3.1.2 Proteinoxidation durch Ethanolbelastung 

 

Abbildung 4 zeigt die Konzentration der Proteincarbonyle im Zellkulturmedium unter 

Ethanolbelastung. Die Daten stellen den prozentualen Wert der Proteincarbonyle 

bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar. Dargestellt sind Ergebnisse 

einer Belastung über die Dauer von 24 Stunden. Nach der Belastung der Zellen mit 

Ethanol wird ein Anstieg der Proteincarbonyle deutlich. Bei der Belastung mit 400 

mM Ethanol wird dieser Anstieg signifikant (190,3 % ± 32,1 % vs. 100,0 % ± 43,8 %, 

p < 0,01).  
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Abbildung 4 
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Abbildung 4: Proteincarbonyle nach Ethanolbelastung 

Die Proteincarbonyle wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar. 

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 

 

3.1.3 Lipidperoxidation durch Ethanolbelastung 

 

Unter der Ethanolbelastung kommt es zu einer Veränderung der TBA-RS-

Konzentration. In Abbildung 5 ist die Veränderung der TBA-RS-Konzentration bei 

steigender Ethanolbelastung dargestellt. Analog zu den vorhergehenden 

Diagrammen stellen die Daten den prozentualen Wert der TBA-RS bezogen auf den 

Wert der unbelasteten Kontrolle dar. Bei einer Belastung mit 100 mM Ethanol zeigt 

sich ein nicht signifikanter Abfall der TBA-RS. Unter Belastung mit 400 mM Ethanol 

lässt sich hingegen ein Anstieg der TBA-RS auf 129,7 % ± 36,8 % bezogen auf die 
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unbelastete Kontrolle zeigen. Diese Veränderung ist deutlicher, verfehlt allerdings 

das geforderte Signifikanzniveau (p = 0,06). 

   

 

Abbildung 5 
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Abbildung 5: Malondialdehyd bei steigender Ethanolbelastung 

Die Malondialdehyde wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Malondialdehyde bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar.   

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 
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3.1.4 Ko-Inkubation mit Ethanol und Antioxidantien 

 

Für weiterführende Experimente wurden die Versuche der Einzelbelastungen mit 

Ethanol durch den gleichzeitigen Einsatz von ausgewählten Antioxidantien ergänzt.  

 

3.1.4.1 Zytotoxische Effekte der Antioxidantien  

 
Um zytotoxische Effekte der Antioxidantien selber auszuschließen, wurde in einem 

Trypanblauversuch untersucht, inwieweit sich die Zellvitalitäten unter Inkubation mit 

Antioxidantien verändern. Hierzu wurden die Konzentrationen Angaben aus der 

Literatur für ähnliche Versuchsreihen entsprechend ausgewählt 105, 132.  

In Abbildung 6 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit verschiedenen 

Antioxidantien nach 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen 

Anteil der vitalen Zellen im Vergleich zur unbelasteten Kontrolle dar. Hier zeigt sich 

keine Abnahme der Zellvitalität unter Inkubation mit den eingesetzen Substanzen. Es 

wird im Gegenteil eine – nicht signifikante - Zunahme der Zellzahl. Insbesondere 

beim Zusatz von Katalase (125,2 % ± 20,2 %, p = 0,07),  und Vitamin C (119,8 % ± 

27,9 %, p = 0,17) wird dieser Effekt deutlich. Einzig unter Inkubation mit Desferal 0,1 

mM kommt es zu einem leichten Rückgang der Zellzahl auf 91,7 % ± 8,2 % (p = 

0,50) verglichen mit der Kontrolle. Signifikant ist dieser Unterschied allerdings 

ebenfalls nicht. 
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Abbildung 6: Zellvitalität unter Antioxidantien 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 15 bzw. n = 6  (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 

 

Exemplarisch wurden mit a-Phenyl-N-tert.-butyl-Nitrone (PBN) und Liponsäure (LS) 

Versuchsreihen mit steigenden Konzentrationen dieser Antioxidantien durchgeführt, 

um den nicht toxischen Bereich einzugrenzen. Auch hier orientierten wir uns an in 

der Literatur angegebenen Werten 133-135. 

In Abbildung 7 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit PBN nach 30 

Minuten (Kurzzeitbelastung) sowie nach 24 Stunden (Langzeitbelastung) dargestellt. 

Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen im Vergleich zur 

unbelasteten Kontrolle dar. Bei der Kurzzeitbelastung kommt es bis zur Belastung mit 

5 mM PBN nicht zu einem signifikanten Rückgang der Zellzahl. Eine Tendenz ist ab 
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einer Konzentration von 2 mM PBN zu erkennen (90,8 % ± 14,0 % vs. 100,0 % ± 6,5 

%, p = 0,03 bei 5 mM PBN).  

Nach der 24-stündigen Inkubation werden geringere Zellzahlen bereits bei einer 

deutlich geringeren Konzentration von 0,75 mM PBN dokumentiert. Ab einer 

Konzentration von 2 mM PBN ist dieser Unterschied signifikant (57,1 % ± 24,8 % vs. 

100,0 %, p < 0,01).  
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Abbildung 7: Zellvitalität unter a-Phenyl-N-butyl-Nitrone 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 30 Min. bzw. 24 Std. 
bestimmt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl 

der unbelasteten Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 15 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 

Analog hierzu ist in Abbildung 8 die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit 

Liponsäure nach 30 Minuten (Kurzzeitbelastung) und nach 24 Stunden 

(Langzeitbelastung) dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen 

Zellen im Vergleich zur unbelasteten Kontrolle dar. Die Inkubation mit Liponsäure 
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zeigt in der 30-minütigen Belastung keine relevante Beeinträchtigung der Zellzahl 

(siehe Abbildung 8). Die Unterschiede zur Kontrolle sind in der Kurzzeitbelastung mit 

bis zu 1,5 mM Liponsäure nicht signifikant. Darüber hinaus sinkt die Zellzahl im 

Vergleich zur Kontrolle signifikant (86,2 % ± 15,0 % vs. 100,0 %, p < 0,01 bei 2 mM 

Liponsäure, nicht abgebildet). 

Werden die Zellen über 24 Stunden mit Liponsäure inkubiert, kommt es zu einem 

Abfall der Zellzahl. Ab 0,1 mM Liponsäure sinkt die Zellzahl im Vergleich zur 

Kontrolle fast stetig mit zunehmender Konzentration der Liponsäure. Ab einer 

Konzentration von 0,25 mM Liponsäure werden die Unterschiede zur Kontrolle 

statistisch signifikant (64,5 % ± 21,7 % vs. 100,0 %, p < 0,01). 

 

Abbildung 8 
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Abbildung 8: Zellvitalität unter Liponsäure 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 30 Min. bzw. 24 Std. 
bestimmt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl 

der unbelasteten Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 15 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 
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Ausgehend von den Ergebnissen der beschriebenen Versuche wurden für die 

folgenden Experimente die Antioxidantien Katalase, Vitamin E, Vitamin C und N-

Acetylcystein in den angegebenen Konzentrationen verwendet. PBN wurde in einer 

Konzentration von 1 mM, Liponsäure in Konzentrationen von 0,01 mM bis 0,1 mM 

eingesetzt. 

 

3.1.4.2 Effekte von Antioxidantien auf Zytotoxizität und oxidativen Stress durch 

Ethanol 

 

Die folgenden Experimente wurden unter Ko-Inkubation von Ethanol und 

Antioxidantien durchgeführt. Hierzu erfolgte die zeitgleiche Hinzugabe von Ethanol 

und dem entsprechenden Antioxidans in das Kulturmedium. 

 

3.1.4.2.1 Zytotoxizität durch Ethanol und Protektion durch Antioxidantien 

 

In Abbildung 9 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit Ethanol 400 mM 

und unter Zusatz von Liponsäure in unterschiedlicher Konzentration nach 24 

Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen im 

Vergleich zur unbelasteten Kontrolle dar. Unter Belastung mit Ethanol kommt es, wie 

bereits in Abbildung 3 dargestellt, zu einem signifikanten Rückgang der Zellzahl in 

Vergleich zur Kontrolle (56,9 % ± 14,5 % vs. 100,0 %, p < 0,01). Unter Ko-Inkubation 

von Ethanol und Liponsäure ist dieser Abfall der Zellzahl weniger ausgeprägt als 

unter isolierter Belastung mit Ethanol. Dabei ist dieser Effekt bei einer Konzentration 

von 10 µM Liponsäure am deutlichsten. Hier kommt es zu einem nur minimalen 

Rückgang der Zellzahl verglichen mit der Kontrolle (98,4 % ± 17,8 % vs. 100,0 %, p = 

0,54).  Vergleicht man hingegen die Zellzahl nach isolierter Belastung mit Ethanol mit 

der  Zellzahl nach Ko-Inkubation mit Ethanol und 10µM Liponsäure wird ein 

signifikant geringerer Abfall der Zellzahl deutlich (56,9 % ± 14,5 % vs. 98,4 % ± 17,8 

% , p < 0,01). Bei steigender Konzentration der Liponsäure in der 

Kombinationsbelastung nimmt dieser Effekt wieder ab und die Zellzahl erreicht bei 

100 mM Liponsäure nahezu das Niveau der isolierten Belastung mit Ethanol.  
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Abbildung 9: Zellvitalität unter Ethanol und Liponsäure 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 24 (* p < 0,01 im Vergleich zu Ethanol 400 mM). 

 

In Abbildung 10 wird der Effekt einer Ko-Inkubation mit Ethanol und verschiedenen 

Antioxidantien auf die Zellzahl nach Inkubation über 24 Stunden dargestellt. Die 

Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen im Vergleich zur 

unbelasteten Kontrolle dar. Auch durch Zusatz der hier untersuchten Antioxidantien 

kann im Vergleich zur isolierten Belastung mit Ethanol ein geringerer Rückgang der 

Zellzahl dokumentiert werden.  

Unter einer Kombinationsbelastung mit Ethanol und Katalase kommt es zwar zu 

einem Rückgang der Zellzahl im Vergleich zur unbelasteten Kontrolle (93,9 % ± 15,6 

% vs. 100,0 %, p = 0,30), im Vergleich zur isolierten Belastung mit Ethanol ist die 
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Zellzahl aber statistisch signifikant höher (93,9 % ± 15,6 % vs. 56,9 % ± 14,5 %, p < 

0,01).  

Weniger deutlich, aber ebenfalls nachweisbar, ist dieser Effekt nach Zusatz von 

Vitamin E und Vitamin C. Im Vergleich zur isolierten Belastung mit Ethanol wird unter 

der Kombinationsbelastung wiederum eine signifikant höhere Zellzahl dokumentiert: 

79,4 % ± 21,0 % bei Ethanol + Vitamin E und 70,3 % ± 14,1 % bei Ethanol + Vitamin 

C gegenüber 56,9 % ± 14,5 % bei isolierter Belastung (jeweils p < 0,01).  

Bei der Kombinationsbelastung mit Ethanol und 5 mM N-Acetylcystein im Vergleich 

zur isolierten Belastung mit Ethanol zeigt sich ein statistisch signifikanter Anstieg der 

Zellzahl (117,1 % ± 19,4 % vs. 56,9 % ± 14,5 %, p < 0,01).  

Unter Ko-Inkubation mit 0,1 mM Desferal kommt es ebenfalls zu einem Anstieg der 

Zellzahl verglichen mit der Einzelbelastung mit Ethanol (66,5 % ± 11,3 % vs. 56,9 % 

± 14,5 %). Diese Veränderung ist nur gering und verfehlt das geforderte 

Signifikanzniveau (p = 0,01).  
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Abbildung 10: Zellvitalität unter Ethanol und verschiedenen Antioxidantien 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 24 (* p < 0,01 im Vergleich zu Ethanol 400 mM). 

 

3.1.4.2.2 Proteinoxidation durch Ethanol und Protektion durch Antioxidantien 

 

In Abbildung 11 sind die Proteincarbonyle nach Kombinationsbelastung mit Ethanol 

und verschiedenen Antioxidantien über die Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die 

Daten stellen den prozentualen Wert der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der 

unbelasteten Kontrolle dar.  

Unter der Ko-Inkubation mit Ethanol und den Antioxidantien kommt es verglichen mit 

der isolierten Belastung mit Ethanol zu einem geringeren Anstieg der 
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Proteincarbonyle. Besonders deutlich wird dies bei der Kombinationsbelastung mit N-

Acetylcystein (121,6 % ± 54,0 % vs. 227,9 % ± 113,3 %), verfehlt allerdings das 

geforderte Signifikanzniveau (p = 0,02).  
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Abbildung 11: Proteincarbonyle unter Ethanol und Antioxidantien 

Die Proteincarbonyle wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar.  

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zu Ethanol 400 mM). 
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3.1.4.2.3 Lipidperoxidation durch Ethanol und Protektion durch Antioxidantien 

 

In Abbildung 12 sind die Ergebnisse der Versuche zur Lipidperoxidation nach 

Kombinationsbelastung mit Ethanol und verschiedenen Antioxidantien über die 

Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Wert der 

Malondialdehyde bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar. Unter der 

isolierten Belastung mit Ethanol wird, wie bereits in Abbildung 5 dargestellt, ein 

Anstieg der Malondialdehyde deutlich (137,6 % ± 36,9 % vs. 100,0 %). Dieser 

Unterschied verfehlt allerdings knapp das geforderte Signifikanzniveau (p = 0,01). 

Die Ergebnisse der Kombinationsbelastung sind uneinheitlich:  
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Abbildung 12: Malondialdehyd unter Ethanol und Antioxidantien 
Die Malondialdehyde wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Malondialdehyde bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar.  

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zu Ethanol 400 mM). 

 

Unter Zusatz von Vitamin C (87,3 % ± 40,5 %) sowie Liponsäure (86,3 % ± 41,5 %) 

zur Ethanolbelastung zeigt sich ein Abfall der Malondialdehyde auf Werte unterhalb 

der unbelasteten Kontrolle. Verglichen mit der isolierten Belastung mit Ethanol sind 

diese Unterschiede allerdings nicht signifikant (jeweils p = 0,01). Verglichen mit der 

isolierten Belastung mit Ethanol kommt es unter der Kombinationsbelastung mit 

Ethanol und N-Acetylcystein  bzw. Desferal nicht zu einer wesentlichen Veränderung 

der Malondialdehyde. Unter Ko-Inkubation mit Ethanol und Katalase bzw. Vitamin E 

kommt es verglichen mit der isolierten Belastung zu einer deutlichen, aber nicht 

signifikanten Zunahme der Malondialdehyde. 
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3.2 Amphetaminderivate 

 

Analog der Experimente mit Ethanol wurden Vitalitätstestungen, Proteincarbonyl-, 

sowie Malondialdehydbestimmungen nach Belastung mit MDMA, MDA und MDE 

durchgeführt.  

 

3.2.1 Zytotoxizität von MDMA, MDA und MDE  

 

In Abbildung 13 sind die Ergebnisse der Belastung der HT22 Zellen mit MDMA, MDA 

und MDE über 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der 

vitalen Zellen im Vergleich zur unbelasteten Kontrolle dar. Hierbei zeigt sich eine 

Abnahme der Gesamtzellzahl bei steigender Konzentration von MDMA, MDA und 

MDE. Diese Abnahme der Gesamtzellzahl ergibt sich aus einem deutlichen, fast 

kontinuierlichen Rückgang der vitalen Zellen. Gegenläufig verhält sich der Anteil der 

avitalen Zellen unter steigender Konzentration von MDMA, MDA und MDE.   

Im einzelnen betrachtet zeigt sich nach Belastung mit MDMA bei steigender MDMA-

Konzentration ein kontinuierlicher Abfall der Gesamtzellzahl bei Rückgang des 

Anteils an vitalen Zellen. Bereits eine Konzentration von 0,5 mM MDMA bewirkt eine 

signifikante Veränderung der Anzahl der vitalen Zellen (79,6 % ± 7,9 % gegenüber 

der Kontrolle, p < 0,01). Gegensinnig dazu steigt der Anteil der avitalen Zellen an der 

Gesamtzellzahl bei steigender MDMA-Konzentration fast kontinuierlich an. Ab einer 

Konzentration von 2,0 mM MDMA ist dieser Anstieg statistisch signifikant (5,5 % ± 

2,3 % vs. 0,7 % ± 0,6 %, p < 0,01).  

Unter Belastung mit MDA zeigt sich bereits in der niedrigen Konzentration von 0,1 

mM MDA ein Abfall der Zellzahl. Ab einer Konzentration von 2,0 mM MDA erreicht 

dieser Effekt statistische Signifikanz (43,8 % ± 21,4 % gegenüber der Kontrolle, p < 

0,01). Die Anzahl der avitalen Zellen nimmt unter steigender Konzentration von MDA 

zu ohne allerdings das geforderte Signifikanzniveau zu erreichen. 

Analog dazu zeigt sich auch bei der Untersuchung der Zellvitalitäten nach Belastung 

mit MDE ein Rückgang der Gesamtzellzahl. Die Zahl der vitalen Zellen nimmt bei 

steigender MDE- Konzentration ebenfalls ab. Ab einer Konzentration von 2,0 mM 

MDE ist der Unterschied signifikant (43,3 % ± 15,9 % gegenüber der Kontrolle, p < 

0,01). 
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Abbildung 13: Zellvitalität unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen bzw. avitalen Zellen bezogen auf die 

Gesamtzellzahl der Kontrolle dar.  
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 20 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 
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3.2.2 Proteinoxidation durch MDMA, MDA und MDE 

 

In Abbildung 14 sind die Proteincarbonyle nach Belastung mit MDMA, MDA und MDE 

über die Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Wert 

der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar. Die drei 

Substanzen wurden jeweils in einer Konzentrationen von 0,1 mM und 0,5 mM 

eingesetzt, da in den zuvor beschriebenen Experimenten bei diesen Konzentrationen 

relativ moderate Toxizitäten feststellbar waren (siehe Kap. 3.2.1).  

Es zeigt sich für alle drei Substanzen bei steigender Konzentration ein 

kontinuierlicher Anstieg der Proteincarbonyle. Bei Belastung mit 0,1 mM MDMA steigt 

die Konzentration der Proteincarbonyle auf etwa 156 % des Ausgangswertes der 

Kontrolle. In der Versuchsreihe mit 0,1 mM MDA wird ein Anstieg auf etwa 168 %, 

bei Belastung mit 0,1 mM MDE auf 159 % deutlich. Diese Veränderungen sind 

statistisch signifikant. Bei der Belastung mit 0,5 mM MDMA, MDA bzw. MDE erhöht 

sich der Anteil der Proteincarbonyle weiter. Hier wird etwa eine Verdopplung der 

Konzentration an Proteincarbonylen verglichen mit der Kontrolle gemessen. 
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Abbildung 14: Proteincarbonyle unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) 

Die Proteincarbonyle wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar.  

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 
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3.2.3 Lipidperoxidation durch MDMA, MDA und MDE 

 

In Abbildung 15 sind die Malondialdehyde nach Belastung mit MDMA, MDA und 

MDE über die Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen 

Wert der Malondialdehyde bezogen auf den in der unbelasteten Kontrolle 

gemessenen Wert dar. Die drei Substanzen wurden analog der Proteinoxidation 

jeweils in einer Konzentrationen von 0,1 mM und 0,5 mM eingesetzt (siehe Kap. 

3.2.2).  

Die Ergebnisse sind hier uneinheitlich. Bei der Belastung mit 0,1 mM MDMA zeigt 

sich ein diskreter Anstieg der TBA-RS. Bei Belastung mit 0,1 mM MDA und MDE fällt 

die Konzentration der Malondialdehyde hingegen ab. Bei der Belastung mit 0,5 mM 

MDMA, MDA und MDE zeigt sich ein Anstieg der TBA-RS. Für MDA fällt dieser 

Anstieg am deutlichsten aus und beträgt im Vergleich zur unbelasteten Kontrolle 

127,0 % ± 26,9 %  (p = 0,04).  

Insgesamt kann für die Belastung mit jeder der drei Substanzen tendenziell ein 

Anstieg der TBA-RS-Konzentration abgelesen werden, wobei keine statistische 

Signifikanz besteht. 
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Abbildung 15: Malondialdehyd unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) 

Die Malondialdehyde wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Malondialdehyde bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar.  

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9, bzw. n = 6 (* p < 0,01 im Vergleich zur Kontrolle). 
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3.2.4 Ko-Inkubation von MDMA, MDA bzw. MDE und Antioxidantien 

 

Die folgenden Experimente wurden unter Ko-Inkubation von MDMA, MDA und MDE 

und Antioxidantien durchgeführt.  Hierzu wurden das eingesetzte Amphetaminderivat 

und die jeweiligen antioxidativen Substanzen gemeinsam für 24 Stunden dem 

Kulturmedium zugesetzt. 

 

3.2.4.1 Zytotoxizität von MDMA, MDA bzw. MDE und Protektion durch 

Antioxidantien 

 

In Abbildung 16 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit MDMA, MDA 

bzw. MDE in steigender Konzentration unter Zusatz von Liponsäure über die Dauer 

von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen 

Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der unbelasteten Kontrolle dar.  

Unter isolierter Belastung der HT22 Zellen mit MDMA, MDA bzw. MDE kommt es, 

wie bereits in Abbildung 13 dargestellt, zu einem kontinuierlichen Abfall der vitalen 

Zellen in Abhängigkeit von der verwendeten Konzentration der Amphetamine (siehe 

Kap. 3.2.1). Im Vergleich zu den Ergebnissen der Experimente in Kap. 3.2.1 fallen 

die Unterschiede in den aktuellen Versuchsreihen noch ausgeprägter aus. So kommt 

es hier zum Beispiel bereits unter Belastung mit 0,1 mM MDA zu einem signifikanten 

Rückgang der Zellzahl in Vergleich zur Kontrolle (76,5 % ± 7,1 % vs. 100,0 % , p < 

0,01).  

Ein etwas geringerer Rückgang der Zellzahl unter MDA wird bei gleichzeitiger 

Einwirkung von 0,01 mM Liponsäure nachgewiesen. Dieser Effekt wird bei allen 

untersuchten Konzentrationen MDA deutlich und erreicht bei 0,5 mM MDA 

statistische Signifikanz (76,5 % ± 11,6 % vs. 64,3 % ± 7,7 %, p < 0,01). Auch bei 

Belastung mit MDMA und MDE wird nach Zusatz von 0,01 mM Liponsäure ein 

geringerer Rückgang der Zahl vitaler Zellen für alle untersuchten Konzentrationen 

MDMA bzw. MDE dokumentiert.  
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Abbildung 16: Zellvitalität unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) und Liponsäure 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar. Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 20 (* p < 0,01). 
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In Abbildung 17 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit MDMA, MDA 

bzw. MDE in steigender Konzentration unter Zusatz von Vitamin C über die Dauer 

von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen 

Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der unbelasteten Kontrolle dar.  

Hierbei fällt zunächst auf, dass es unter Zusatz von 0,2 mM Vitamin C zur 

unbelasteten Kontrolle zu einem signifikanten Anstieg der Zahl der vitalen HT22 

Zellen kommt (z. B. für MDA: 124,3 % ± 21,8 % vs. 100,0 %, p < 0,01). Diese 

Beobachtung deckt sich mit den Ergebnissen aus Kap. 3.1.4.1 (siehe Abbildung 6).  

Analog zu den Experimenten mit Liponsäure ist der Rückgang der Vitalzellzahl auch 

durch Zusatz von Vitamin C zur Belastung mit MDMA, MDA bzw. MDE geringer 

ausgeprägt. Sehr deutlich wird dieser Effekt der Belastung mit MDE in steigender 

Konzentration. In fast jeder eingesetzten Konzentration MDE wird bei Zusatz von 

Vitamin C eine signifikant höheren Zellzahl nachgewiesen, wie beispielsweise für 1,0 

mM MDE (61,2 ± 11,9 % vs. 41,5 % ± 12,3 %, p < 0,01). Weniger deutlich hingegen 

ist dieser Effekt bei der Belastung mit MDMA, wobei auch hier für nahezu jede 

untersuchte Konzentration durch Zusatz von Vitamin C eine tendenziell, wobei nicht 

signifikant, höhere Zellzahl erreicht wird. 

 

 70



Ergebnisse 
 
 

 71

MDMA [mM]

Kontrolle  0,1  0,5  1,0  2,0  3,0

vi
ta

le
 Z

el
le

n 
[%

 d
. K

on
tro

lle
]

0

20

40

60

80

100

120

140 ohne Antioxidantien
0,2mM Vitamin C

*

*

Abbildung 17 
A 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

MDA [mM]

Kontrolle  0,1  0,5  1,0  2,0  3,0

vi
ta

le
 Z

el
le

n 
[%

 d
. K

on
tro

lle
]

0

20

40

60

80

100

120

140
ohne Antioxidantien
0,2mM Vitamin C

*

*
  B 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  C 
140

MDE [mM]

Kontrolle  0,1  0,5  1,0  2,0  3,0

vi
ta

le
 Z

el
le

n 
[%

 d
. K

on
tro

lle
]

0

20

40

60

80

100

120

ohne Antioxidantien
0,2mM Vitamin C

*

*

*

*

*

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abbildung 17: Zellvitalität unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) und Vitamin C 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar. Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 20 (* p < 0,01). 
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In Abbildung 18 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit MDMA, MDA 

bzw. MDE in steigender Konzentration unter Zusatz von N-Acetylcystein über die 

Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der 

vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der unbelasteten Kontrolle dar. 

Ähnlich den Ergebnissen der Ko-Inkubation der Amphetamine zusammen mit 

Liponsäure oder Vitamin C zeigt sich bei Zusatz von 1 mM N-Acetylcystein zu 

MDMA, MDA bzw. MDE ein geringerer Abfall der Zellvitalität gegenüber der isolierten 

Belastung mit MDMA, MDA bzw. MDE. Insbesondere in den Versuchsreihen mit 

MDE wird unter Zusatz von N-Acetylcystein eine geringere Reduktion der 

Vitalzellzahl deutlich. Hier ist der Effekt für fast alle untersuchten Konzentrationen 

MDE statistisch signifikant, so beispielsweise bei 0,5 mM MDE (89,7 ± 10,3 % vs. 

71,6 % ± 9,8 %, p < 0,01). Auch bei MDMA und MDA ist dieser Effekt vorhanden und 

für einige der untersuchten Konzentrationen ebenfalls statistisch signifikant.  
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Abbildung 18: Zellvitalität unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) und N-Ac 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar. Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 20 (* p < 0,01). 
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3.2.4.2 Proteinoxidation durch MDMA, MDA bzw. MDE und Protektion durch 

Antioxidantien  

 

In Abbildung 19 sind die Proteincarbonyle nach Belastung mit MDMA, MDA bzw. 

MDE unter Zusatz von Antioxidantien über die Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die 

Daten stellen den prozentualen Wert der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der 

unbelasteten Kontrolle dar. Analog der Experimente zur Zytotoxizität wurden 

Liponsäure, Vitamin C und N-Acetylcystein eingesetzt.  

Unter isolierter Belastung mit 0,5 mM MDMA, MDA bzw. MDE kommt es wie bereits 

in Abbildung 12 dargestellt zu einem signifikanten Anstieg der Proteincarbonyle. 

Nach Belastung mit 0,5 mM MDMA wird für die drei eingesetzten Antioxidantien ein 

geringerer Anstieg der Proteincarbonyle dokumentiert. Die Ko-Inkubation mit 10 µM 

Liponsäure zeigt die deutlichste Reduktion des Anstiegs Proteincarbonyle verglichen 

mit der Einzelbelastung mit MDMA (158,2 % ± 15,8 % vs. 297,2 % ± 93,2 %, p < 

0,01).  

Auch unter Zusatz von Antioxidantien zu MDA zeigt sich eine signifikant geringerer 

Anstieg im Vergleich zur isolierten Belastung mit MDA, insbesondere bei 0,2 mM 

Vitamin C auf Werte nahe denen der unbelasteten Kontrolle (112,7 % ± 12,5 % vs. 

189,3 % ± 18,9 %, p < 0,01). 

Auch bei der Untersuchung von MDE wird bei Zusatz von 10 µM Liponsäure bzw. 1 

mM N-Acetylcystein ein geringerer Anstieg der Proteincarbonyle deutlich. Hier ist das 

Ergebnis bei Zusatz von 10 µM Liponsäure besonders ausgeprägt (152,4 % ± 14,1 % 

vs. 260,1 % ± 23,2 %, p < 0,01).  
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Abbildung 19: Proteincarbonyle unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) und Antioxidantien 

Die Proteincarbonyle wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Proteincarbonyle bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar.  

Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zu je MDMA, MDA bzw. MDE 
0,5 mM ohne Antioxidantien). 
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3.2.4.3 Lipidperoxidation durch MDMA, MDA bzw. MDE und Protektion durch 

Antioxidantien 

 

In Abbildung 20 sind die Malondialdehyde nach Belastung mit MDMA, MDA bzw. 

MDE unter Zusatz von Antioxidantien über die Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die 

Daten stellen den prozentualen Wert der Malondialdehyde bezogen auf den Wert der 

unbelasteten Kontrolle dar. Analog der Experimente zur Zytotoxizität wurden 

Liponsäure, Vitamin C und N-Acetylcystein eingesetzt.  

Unter isolierter Belastung mit 0,5 mM MDMA, MDA bzw. MDE kommt es wie bereits 

in Abbildung 15 dargestellt zu einem Anstieg der Malondialdehyde gegenüber der 

Kontrolle. Im Vergleich zu den Ergebnissen aus Kap. 3.2.3 fällt der Unterschied 

zwischen Belastung und Kontrolle in den aktuellen Versuchsreihen noch größer aus 

und erreicht für MDA statistische Signifikanz (128,1 % ± 8,2 % vs. 100,0 %, p < 

0,01).  

Unter Ko-Inkubation mit MDMA und Antioxidantien wird die Konzentration der 

Malondialdehyde gegenüber der isolierten Inkubation mit MDMA signifikant reduziert. 

Die Konzentration der Malondialdehyde erreicht dabei Werte etwas unterhalb der 

unbelasteten Kontrolle. Am deutlichsten wird dieser Effekt bei Zusatz von N-

Acetylcystein zu MDMA (87,1 ± 7,6 % vs. 118,9 % ± 17,3 %, p < 0,01). 

Unter Zusatz von Antioxidantien zu MDA wird ein geringerer Anstieg der 

Malondialdehyde dokumentiert. Bei Einsatz von 10 µM Liponsäure und 0,2 mM 

Vitamin C lässt sich ein Rückgang der Malondialdehyde auf unterhalb der 

unbelasteten Kontrolle liegende Werte nachweisen. Insbesondere bei 0,01 mM 

Liponsäure kommt es zu einer signifikanten Reduktion der Malondialdehyde 

gegenüber der isolierten Belastung mit MDA (75,4 % ± 9,0 % vs. 128,1 % ± 8,2 %, p 

< 0,01). Die Ergebnisse der Ko-Inkubation von MDE und Antioxidantien sind 

uneinheitlich. Signifikante Unterschiede werden nicht nachgewiesen. 
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Abbildung 20: Malondialdehyd unter MDMA (A), MDA (B) bzw. MDE (C) und Antioxidantien 

Die Malondialdehyde wurden nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. Die Daten stellen 
den prozentualen Wert der Malondialdehyde bezogen auf den Wert der unbelasteten Kontrolle dar. 
Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 9 (* p < 0,01 im Vergleich zu je MDMA, MDA bzw. MDE 

0,5 mM ohne Antioxidantien). 
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3.3 Kombinationsbelastungen mit Ethanol und MDMA 

 

Die nachfolgenden Experimente wurden exemplarisch an dem Amphetaminderivat 

MDMA durchgeführt, da sich in den vorherigen Versuchen für MDE, MDA und MDMA 

vergleichbare Ergebnisse eruieren ließen. 

 

3.3.1 Zytotoxizität durch Ethanol und MDMA auf HT22 Zellen 

 

In Abbildung 21 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Belastung mit Ethanol in 

steigender Konzentration und Kombination mit MDMA über die Dauer von 24 

Stunden dargestellt. Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen 

bezogen auf die Vitalzellzahl der unbelasteten Kontrolle dar.  

Unter isolierter Belastung der HT22 Zellen mit Ethanol kommt es, wie bereits in 

Abbildung 3 dargestellt, zu einem kontinuierlichen Abfall der vitalen Zellen in 

Abhängigkeit von der verwendeten Konzentration (siehe Kap. 3.1.1). Der Zusatz von 

0,5 mM MDMA führt zu einem zusätzlichen Abfall der Zellzahl. Dieser Effekt ist bei 

jeder eingesetzten Ethanolkonzentration nachweisbar und statistisch signifikant. 

Besonders deutlich wird die Reduktion der Zellzahl bei 400 mM Ethanol. Hier kommt 

es durch Inkubation mit Ethanol zu einem Abfall der Zellzahl auf etwa 60 % der 

Zellen der unbelasteten Kontrolle (59,6 % ± 13,2 % vs. 100,0 %, p < 0,01). Durch 

Kombination mit zusätzlichen 0,5 mM MDMA fällt die Zellzahl statistisch signifikant 

auf etwa 38 % der Zellen der unbelasteten Kontrolle (37,5 % ± 9,9 % vs. 100,0 %, p 

< 0,01) und erreicht das Signifikanzniveau ebenfalls im Vergleich zur Einzelbelastung 

mit Ethanol (37,5 % ± 9,9 % vs. 59,6 % ± 13,2 %, p < 0,01).  
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Abbildung 21: Zellvitalität bei Kombinationsbelastung mit Ethanol und MDMA 

Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 
Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 

unbelasteten Kontrolle dar. Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 12 (* p < 0,01). 

3.3.2 Ko-Inkubation mit Antioxidantien bei Kombinationsbelastungen 

 

3.3.2.1 Zytotoxizität durch Ethanol und MDMA und Protektion durch Antioxidantien 

 

In Abbildung 22 ist die Zellzahl der HT22 Zellen unter Kombinationsbelastung mit 

Ethanol in steigender Konzentration und MDMA unter Zusatz verschiedener 

Antioxidantien über die Dauer von 24 Stunden dargestellt. Die Daten stellen den 

prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der unbelasteten 

Kontrolle dar. 

Im ersten Diagramm wird die Kombinationsbelastung unter Zusatz von 10 µM 

Liponsäure dargestellt. Wie bereits in Abbildung 21 wird ein kontinuierlicher 

Rückgang der Zellzahl unter Kombinationsbelastung von Ethanol in ansteigenden 
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Konzentrationen und 0,5 mM MDMA deutlich. Durch Zusatz von 10 µM Liponsäure 

wird ein geringerer Abfall der Vitalzellzahl dokumentiert. Am ausgeprägtesten ist dies 

bei 200 mM Ethanol.  Hier fällt die Zellzahl unter Kombinationsbelastung im Vergleich 

zur isolierten Belastung mit Ethanol von 82,6 % ± 13,6 % auf 74,0 % ± 10,1 % (p = 

0,09). Durch Zusatz von 10 µM Liponsäure fällt die Zellzahl nur auf 81,7 % ± 11,0 % 

und liegt damit nahezu im Bereich der isolierten Belastung mit Ethanol. Verglichen 

mit der Zellzahl unter Kombinationsbelastung erreicht dieser Unterschied allerdings 

nicht das geforderte Signifikanzniveau.  

Das zweite Diagramm zeigt die Entwicklung der Zellzahl unter Zusatz von 0,2 mM 

Vitamin C zur Kombinationsbelastung. Hier werden vergleichbare Ergebnisse wie im 

vorherigen Experiment mit Liponsäure deutlich. So wird durch Zusatz von Vitamin C 

zur Kombinationsbelastung von Ethanol in ansteigenden Konzentrationen und 0,5 

mM MDMA ein geringerer Abfall der Zellzahl darstellbar.  

Im dritten Diagramm ist die Entwicklung der Zellzahl unter Zusatz von 1,0 mM N-

Acetylcystein zur Kombinationsbelastung dargestellt. In einer Konzentration von 200 

mM Ethanol in der Kombinationsbelastung ergeben sich bei Zusatz von N-

Acetylcystein Werte, die oberhalb der isolierten Belastung mit Ethanol liegen. Für 

diese Konzentration ist der Effekt statistisch signifikant (85,7 % ± 11,8 % vs. 65,8 % ± 

6,3 %, p < 0,01). 
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Abbildung 22: Zellvitalität unter Kombinationsbelastung und Antioxidantien 

Antioxidantien: Liponsäure 0,01mM (A), Vitamin C 0,2mM (B), N-Acetylcystein 1,0 mM (C). 
Die Zellvitalität wurde mit der Trypanblaumethode nach Belastung der Zellen für 24 Stunden bestimmt. 

Die Daten stellen den prozentualen Anteil der vitalen Zellen bezogen auf die Vitalzellzahl der 
unbelasteten Kontrolle dar. Mittelwerte mit Standardabweichung bei n = 12 (* p < 0,01). 
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4 Diskussion 
 

Halluzinogene Amphetamine wie MDMA („Ecstasy“), MDA („Love“) und MDE („Eve“) 

sind unter Jugendlichen, insbesondere in der „Clubszene“, weit verbreitet. Diese so 

genannten „Partydrogen“ werden vor allem in Verbindung mit Alkohol eingenommen 
23. Folge dieses Konsums können schwere neurologische Symptome bis hin zu 

Koma und Tod sein und eine irreversible Schädigung des Zentralnervensystems ist 

möglich 81. Der Pathomechanismus dieser Nervenzellschädigung ist bislang nicht 

vollständig geklärt. Oxidativer Stress wird in bisherigen Studien und 

tierexperimentellen Arbeiten als ein wesentlicher Mechanismus der toxischen Effekte 

von halluzinogenen Amphetaminen und Alkohol diskutiert 16, 60, 61. 

Schwerpunkt der vorliegenden Arbeit war es, die unmittelbaren Auswirkungen einer 

Belastung mit den psychotropen Substanzen Ethanol und halluzinogenen 

Amphetaminen auf Zellen des Zentralnervensystems in vitro zu untersuchen und zu 

klären, inwieweit auch in neuronalen Geweben oxidative Schädigungsmechanismen 

eine Rolle spielen. Im weiteren wurde geprüft, ob der Einsatz antioxidativer 

Substanzen protektive Effekte auf die Zellen und Einfluss auf Zellvitalität und das 

Auftreten oxidierter Zellprodukte hat. Da die untersuchten Substanzen selten isoliert 

konsumiert werden und im klinischen Alltag insbesondere die Mischintoxikation von 

Ethanol und halluzinogenen Amphetaminen einen komplizierten Verlauf nehmen 

kann, galt ein besonderes Augenmerk der vorliegenden Arbeit dieser kombinierten 

Belastung und die Beeinflussung der vermuteten zytotoxischen Effekte durch Zusatz 

antioxidativer Substanzen. 

 

4.1 Wesentliche Ergebnisse der vorliegenden Arbeit 

 

Bei der detaillierten Betrachtung der Experimente zur Zellvitalität zeigten sich 

deutliche dosisabhängige zytotoxische Effekte von Ethanol auf die hippokampale 

Zelllinie HT22. Bereits bei einer niedrigen Ethanolkonzentration von 100 mM kam es 

zu einem signifikanten Rückgang der Gesamtzellzahl und zu einem prozentualen 

Anstieg der avitalen Zellen an der Gesamtzellzahl. Mit steigender 

Ethanolkonzentration wurde der Abfall vitaler Zellen noch deutlicher. Die Zellzahl fiel 
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unter Belastung mit Ethanol und, wie im Folgenden beschrieben, auch den 

untersuchten Amphetaminderivaten auf einen Bruchteil der unbelasteten 

Kontrollgruppe. Allerdings stieg die Zahl der avitalen Zellen im Vergleich dazu nur 

leicht an. Neben zytotoxischen Effekten scheint also auch eine Hemmung des 

Zellwachstums eine Rolle zu spielen. Des weiteren muss bei geschädigten oder 

avitalen Zellen von einer verminderten Adhärenz an Oberflächen der Zellkulturgefäße 

ausgegangen werden. Diese werden bei Spülschritten im Rahmen der 

Vitalitätsmessung entfernt und können in der Zählkammer nicht erfasst werden. Die 

Messung der Proteincarbonyle zeigte einen signifikanten Anstieg unter isolierter 

Belastung mit Ethanol. Bei den Experimenten zur Lipidperoxidation waren die 

Ergebnisse uneinheitlich. Unter isolierter Belastung der Zellen wurde erst bei 

höheren Konzentrationen von Ethanol ebenfalls ein Trend zu höheren 

Konzentrationen von Malondialdehyd nachgewiesen.  

Beim Zusatz antioxidativer Substanzen zur Belastung mit Ethanol konnte für 

sämtliche eingesetzte Antioxidantien, insbesondere aber für Liponsäure, N-

Acetylcystein und Katalase eine signifikante protektive Wirkung auf die Zellvitalität 

gezeigt werden. Die verwendeten Substanzen bewirkten zudem eine Reduktion der 

Proteincarbonyle im Vergleich zur isolierten Belastung mit Ethanol. N-Acetylcystein 

zeigte sich in diesen Experimenten als das wirksamste Antioxidans. Durch N-

Acetylcystein wurde die Vitalität der Zellen signifikant verbessert und die 

Proteincarbonyle wurden auf Werte gesenkt, die unter dem der Negativkontrolle 

lagen. Eine Erklärung hierfür könnte in der Wirkweise dieser Substanz als 

Thiolgruppendonator liegen. Durch Beeinflussung des GSH/GSSG–Redoxsystems, 

das als eines der wichtigsten zellulären Redoxsysteme bezeichnet wird 98, wird eine 

besonders effektive Beeinflussung der Proteincarbonylbildung durch N-Acetylcystein 

ermöglicht. Allerdings ist eine Ursache für die unterschiedliche protektive Potenz der 

verschiedenen Antioxidantien nicht offensichtlich und dementsprechend allenfalls 

spekulativ in den spezifischen biochemischen Eigenschaften der HT22 Zellen zu 

sehen.  Die Konzentration von Malondialdehyd konnte beim Zusatz von Vitamin C, 

Liponsäure und N-Acetylcystein zur Belastung mit Ethanol ebenfalls, wenngleich 

nicht signifikant, reduziert werden.  

 

Auch die isolierte Belastung der neuronalen Zellen mit MDMA, MDA und MDE 

bewirkte bereits ab einer geringen Konzentration einen deutlichen Verlust der 
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Zellvitalität. Ähnlich wie in den Experimenten mit Ethanol gezeigt, sank die Anzahl 

der vitalen Zellen deutlich ab, während der Anteil der avitalen Zellen stetig anstieg. 

Insgesamt war ein signifikanter dosisabhängiger Abfall der Gesamtzellzahl zu 

beobachten, der bei allen drei eingesetzten Amphetaminderivaten ähnlich stark 

ausgeprägt war. Die Messung der Proteincarbonyle unter isolierter Belastung mit den 

untersuchten Amphetaminderivaten ergab einen signifikanten Anstieg der 

Proteinoxidation in Abhängigkeit von der verwendeten Dosis. Die Ergebnisse der 

Experimente zur Lipidperoxidation zeigten wiederum nur einen leichten Anstieg des 

Malondialdehyds bei Belastung mit MDMA, MDA und MDE.  

Beim Zusatz von N-Acetylcystein, Liponsäure oder Vitamin C zur Inkubation mit den 

untersuchten Amphetaminderivaten zeigten die Experimente eine effektive 

Verbesserung der Zellvitalität, wobei bei sehr geringer Konzentration der 

untersuchten Amphetaminderivate zum Teil eine Anhebung der Zellzahl auf bzw. 

über den Wert der Negativkontrolle erreicht werden konnte. In diesen 

Konzentrationen ist die Verbesserung der oxidativen Situation der Zellen 

ausreichend, um einen Vitalitätsverlust der Zellen durch halluzinogene Amphetamine 

effektiv zu verhindern. Dies unterstreicht die Bedeutung oxidativer 

Schädigungsmechanismen in der Pathophysiologie der Wirkung von MDMA, MDA 

und MDE auf HT22 Zellen, insbesondere in niedrigen Konzentrationen. In höheren 

Konzentrationen war es möglich, durch antioxidative Substanzen die Zellzahl zu 

steigern, allerdings konnten die toxischen Effekte hierdurch nicht vollständig 

aufgehoben werden. Es kann vermutet werden, dass in höheren Konzentrationen 

halluzinogener Amphetaminderivate die antioxidative Kapazität der Zellen erschöpft 

ist und neben oxidativem Stress zunehmend auch andere 

Schädigungsmechanismen, wie beispielsweise pH-Wert-Veränderungen, eine Rolle 

spielen. Auch auf die Proteinoxidation hatte der Zusatz der genannten Antioxidantien 

deutliche Effekte. Der Anstieg der Proteincarbonyle konnte durch alle drei 

eingesetzten Substanzen effektiv vermindert werden, wobei für alle untersuchten 

Amphetaminderivate Liponsäure die stärkste Wirkung aufwies. Ein ähnlicher Effekt 

konnte für die Lipidperoxidation gezeigt werden. Hier wurde der Anstieg des 

Malondialdehyds unter Belastung mit den Amphetaminderivaten durch Zusatz 

antioxidativer Substanzen teilweise vollständig aufgehoben.  
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Die Experimente zur Kombinationsbelastung von neuronalen Zellen mit Ethanol und 

dem Amphetaminderivat MDMA zeigten, wie vermutet, eine Verstärkung der 

toxischen Wirkung der einzelnen Substanzen. So führte die kombinierte Belastung 

mit Ethanol und MDMA im Vergleich zur Einzelbelastung mit Ethanol zu einer 

signifikanten Abnahme der Zellzahl um etwa weitere 10 % in jeder eingesetzten 

Ethanolkonzentration. Die gemeinsame toxische Wirkung von Ethanol und MDMA 

entsprach zwar nicht der Summe der Einzelbelastungen – sie lag zum Teil deutlich 

darunter – zeigte jedoch durchgehend eine synergistische Beziehung. Colado et al. 

machten deutlich, dass neurotoxische Effekte durch MDMA besonders ausgeprägt 

ausfallen, wenn die antioxidative Kapazität des Gewebes erschöpft ist 62. Bei 

Kombinationsbelastung mit zwei peroxidativen Substanzen scheinen die 

antioxidativen Schutzmechanismen der neuronalen Zellen früher ausgelastet als 

durch singuläre Belastung.  

Durch Zusatz von N-Acetylcystein, Liponsäure oder Vitamin C konnten in der 

vorliegenden Arbeit die toxischen Effekte der kombinierten Belastung mit Ethanol 

und MDMA auf neuronale Zellen vermindert und eine Verbesserung der Zellvitalität 

erreicht werden, womit die Hypothese der Bedeutung von oxidativem Stress auch in 

der kombinierten Belastung mit diesen beiden Substanzen gestützt wird. Allerdings 

ist das Ausmaß der Protektion durch Antioxidantien verglichen mit den 

Einzelexperimenten eingeschränkt. Eine Erklärung hierfür könnten verschiedene 

Pathomechanismen für die Auslösung von oxidativem Stress durch Ethanol bzw. 

MDMA sein. Hiermit ließe sich beispielsweise auch die protektive Wirkung von 

Vitamin C bei der Einzelbelastung mit MDMA sowie der Kombinationsbelastung im 

Gegensatz zur fehlenden Wirkung dieses Antioxidans bei der Einzelbelastung mit 

Ethanol erklären. Diese Aussage ist jedoch ebenfalls, wie bereits erwähnt, allenfalls 

spekulativ und erst durch weiterführende Experimente zu belegen. 

 

4.2 Zytotoxische Effekte von Ethanol 

 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigten, dass es unter Inkubation mit Ethanol 

oder halluzinogenen Amphetaminen zu einer dosisabhängigen Abnahme der 

neuronalen Zellvitalität kommt. Hierunter fallen vermehrt Oxidationsprodukte an. 

Diese Effekte werden durch die kombinierte Belastung mit Ethanol und 
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Amphetaminderivaten noch verstärkt. Der Zusatz verschiedener Antioxidantien kann 

diese Effekte zum Teil abmildern. 

Diese Ergebnisse decken sich weitgehend mit den Erkenntnissen anderer 

Arbeitsgruppen. Studien an anderen Zelllinien zeigen ebenfalls deutliche 

zytotoxische Wirkungen von Ethanol. Zum Teil werden hier höhere Toxizitäten 

beschrieben, was sich mit einer unterschiedlichen Sensitivität der Zellen für Ethanol 

erklärt. Li et al. veröffentlichten eine Studie an Phäochromozytomzellen der Zelllinie 

PC12, die einen Vitalitätsverlust auf etwa 60 % bei einer Inkubation mit 100 mM 

Ethanol für 24 Stunden ergab 136. Nach Belastung kultivierter Neurone der Ratte über 

drei bzw. sechs Tage konnten Lamarche et al. eine signifikante Abnahme der 

Zellvitalitäten auf bis zu 60 % bereits bei einer Ethanolkonzentration von 20 mM 

nachweisen 132. Frühere Untersuchungen unserer Arbeitsgruppe zeigten auch für 

HT22 Zellen deutlich stärkere Vitalitätsverluste. So wurden bei einer 24-stündigen 

Belastung mit 400 mM Ethanol Abnahmen der Zellvitalität auf bis zu 20 % der 

Negativkontrolle gemessen 137. Die Diskrepanz zu den jetzigen Ergebnisse ist unter 

anderem mit veränderten Kulturbedingungen, vor allem einer veränderten Zelldichte 

erklärbar.  

Als ein Pathomechanismus der ethanolvermittelten Zytotoxizität ist in einer Reihe von 

Studien die peroxidative Wirkung von Ethanol beschrieben worden. Besonders in der 

Leber ist die Bildung freier Radikaler bei der Metabolisierung von Ethanol bekannt 138, 

139, aber auch in anderen Geweben wurde oxidativer Stress nach Ethanolbelastung 

nachgewiesen 16, 140. An Phäochromozytomzellen lieferten Li et al. in einer Studie 

von 2001 die ersten klaren Hinweise, dass vermehrte intrazelluläre Radikalbildung 

einen Mechanismus der ethanolvermittelten Neurotoxizität darstellt 136. Das 

Nervensystem, insbesondere die Hippokampusregion, reagiert besonders 

empfindlich auf ein Missverhältnis von pro- und antioxidativen Systemen. Die 

Hippokampusregion ist die Gehirnregion mit der ausgeprägtesten Expression des 

Cytochrom P 450 2E1, das bei der Verstoffwechslung von Ethanol eine wichtige 

Rolle spielt 141.  Ein Mechanismus der Radikalbildung scheint die Induktion des 

Cytochrom P450 2E1 durch Ethanol zu sein. Die Bedeutung dieses Cytochrom bei 

der ethanolvermittelten Toxizität wurde unter anderem von Wu et al. gezeigt 142.  

Erhöhte Spiegel von Proteincarbonylen als Maß für die oxidative Schädigung einer 

Zelle wurden von Ernst et al. in Oligodendrozyten durch die Einwirkung von H2O2 

nachgewiesen 143. Nach Belastung mit Ethanol wurden insbesondere in 
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Lebergewebe erhöhte Konzentrationen an Proteincarbonylen bestimmt 144. Einen 

deutlichen Anstieg des Malondialdehyds konnten Gutierrez-Ruiz et al. für die 

hepatische Zelllinie HepG2 nach 24 und mehr Stunden bei einer 

Ethanolkonzentration von 50 mM zeigen 145. Hier führte also eine wesentlich 

geringere Ethanolkonzentration bereits zu TBA-RS-Erhöhungen. Eine mögliche 

Erklärung hierfür liefert die Enzymausstattung der Gewebe. So ist die Konzentration 

an Cytochrom P450 2E1 in Ratten nach Studien von Tindberg et al. in der Leber 

etwa 1000fach höher als in neuronalen Geweben 141. Cytochrom P450 2E1 wird 

durch Ethanol induziert und ist maßgeblich am Prozess der Lipidperoxidation 

beteiligt. Aber auch in extrahepatischen Geweben wurden durch experimentelle 

Studien vornehmlich an Ratten signifikant erhöhte Konzentrationen an 

Malondialdehyd nachgewiesen, hierzu zählen insbesondere auch das Nervensystem 

der Ratte 16. Eventuell spielen hier auch Unterschiede in der Auswirkung von Ethanol 

auf das Nervensystem verschiedener Spezies eine Rolle. Eine weitere Erklärung der 

diskrepanten Befunde liegt möglicherweise auch in der verwendeten 

Bestimmungsmethode. Geringe Veränderungen an TBA-RS werden aufgrund der 

eingeschränkten Sensitivität der Messung nicht zuverlässig erfasst 146.  

Eine Reihe von Studien anderer Arbeitsgruppen konnte ebenfalls die protektive 

Wirkung von antioxidativen Substanzen auf neuronale Zellen gegenüber einer 

ethanolvermittelten Schädigung belegen 147, 148. So konnten Mitchell et al. bereits 

1999 zeigen, dass Vitamin E eine protektive Wirkung auf hippokampale Zellen 

gegenüber Ethanol hat 149. Lamarche et al. zeigten, dass der Zusatz von 10 µM 

Vitamin E bei einer Belastung mit Ethanol in einer Konzentration von 20 mM die 

Vitalität neuronaler Zellen von Ratten in vitro signifikant verbessert 132. Sanchez-

Moreno et al. beschrieben den protektiven Effekt von Vitamin C auf humane 

Astrozyten gegenüber einer ethanolvermittelten Schädigung in vitro 150. Heaton et al. 

gelang es, diese Ergebnisse auf ein tierexperimentelles Modell zu übertragen und 

zeigten eine protektive Wirkung von Vitamin E auf Purkinjezellen von Ratten unter 

Ethanolbelastung in vivo 140. Es ist bekannt, dass Vitamin C und Vitamin E an der 

Reduktion von Lipidperoxidation beteiligt ist.  

Masalkar et al. zeigten in klinischen Studien die Bedeutung von oxidativem Stress bei 

hepatischer Schädigung durch Alkohol. Patienten mit schwerer alkoholischer 

Lebererkrankung wiesen erhöhte Serumkonzentrationen von Malondialdehyd auf, 
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während Vitamin C und Vitamin E in verminderten Konzentrationen im Serum 

gemessen wurden 104. 

 

4.3 Zytotoxische Effekte von Amphetaminderivaten 

 

Auch die Ergebnisse der Vitalitätsmessung der hippokampalen Zellen unter 

Belastung mit den untersuchten Amphetaminderivaten zeigen Parallelen zur 

aktuellen Literatur. Zytotoxische Effekte von halluzinogenen Amphetaminen sind 

bislang insbesondere in hepatischen und neuronalen Zellen nachgewiesen worden. 

So konnten Nakagawa et al. eine dosis- und zeitabhängige Zellschädigung von 

Leberzellen der Ratte durch Amphetaminderivate zeigen 151. Montiel-Duarte et al. 

beschrieben die Apoptose von hepatischen Zellen der Ratte unter Belastung mit 

MDMA in Kultur 152. Capela et al. zeigten in ihrer Arbeit von 2006 eine dosis- und 

temperaturabhängige Schädigung corticaler Neuronen der Ratte unter MDMA und 

insbesondere auch dessen Metaboliten 153.  

Bei der Untersuchung des Pathomechanismus der amphetaminvermittelten 

Zellschädigung wurde ein Großteil der Studien mit MDMA durchgeführt. 1987 fanden 

Steranka et al. Hinweise, dass bei der amphetaminvermittelten Toxizität die 

Generation freier Radikaler eine wichtige Rolle spielt 154. Diese Hypothese wurde 

1997 für MDMA von Colado et al. belegt 155. Die Arbeitsgruppe wies durch Messung 

von Salizylsäurederivaten in tierexperimentellen Studien an Ratten die Existenz freier 

Radikaler nach Belastung mit MDMA nach. Diese Studie gilt als erster echter Beweis 

für den Einfluss von oxidativem Stress durch MDMA. In einer weiteren Arbeit konnten 

Carvalho et al. 2002 das Auftreten von freien Radikalen durch Belastung hepatischer 

Zellen der Ratte mit MDMA zeigen 156. Auch eine Reihe tierexperimenteller Studien 

an Mäusen zeigte die Bedeutung von oxidativem Stress bei der 

amphetaminvermittelten Toxizität. So konnten beispielsweise Camarero et al. mittels 

Mikrodialyse im Striatum von Mäusen vermehrt Sauerstoffradikale nach mehrmaliger 

Gabe von MDMA nachweisen 157. Jayanthi et al. belegten für die Kupfer/Zink-

Superoxid-Dismutase – einem antioxidativen Enzym – mittels transgener Mäuse das 

Entstehen reaktiver Sauerstoffspezies durch MDMA 158.  

Durch Verwendung antioxidativer Substanzen konnten toxische Effekte 

halluzinogener Amphetaminderivate in vitro reduziert werden. So zeigten Carvalho et 
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al. eine protektive Wirkung von Vitamin C und N-Acetylcystein auf die Zellvitalität von 

hepatischen Zellen der Ratte unter Belastung mit MDMA 105. Capela et al. erreichten 

einen vergleichbaren Effekt für N-Acetylcystein und PBN bei der Belastung von 

corticalen Zellen der Ratte mit MDMA 153. Bei der erstgenannten Studie werden die 

toxischen Effekte von MDMA durch die antioxidativen Substanzen sogar vollständig 

aufgehoben. Damit fällt das Ergebnis deutlicher aus, als in der vorliegenden Arbeit, 

wo die Verbesserung der Vitalität maximal 25 % beträgt. Eine Erklärung hierfür dürfte 

wiederum in der unterschiedlichen Enzymausstattung von hepatischem und 

neuronalem Gewebe liegen. 

 

4.4 Kombinationsbelastung von Ethanol und MDMA 

 

Ecstasy wird selten isoliert konsumiert. Am häufigsten ist die Kombination mit 

alkoholischen Getränken 76, 159. Dies liegt wohl daran, dass Alkohol weit verbreitet, 

nicht teuer und legal erhältlich ist. Zudem führt Alkohol zur Verstärkung der 

gewünschten entaktogenen Wirkung von Ecstasy und zur Abschwächung 

unangenehmer Nebenwirkungen der Amphetaminderivate, wie die anhaltende 

Unruhe und Reizbarkeit im Anschluss an die Akutwirkung 160. Es ist bekannt, dass 

Konsumenten von Ecstasy zu zügellosem Alkoholkonsum neigen 161. 

Insbesondere der Mischkonsum von Ecstasy und Alkohol kann zu schwerwiegenden 

Komplikationen führen, ist mit einer hohen Letalität assoziiert und daher von großem 

medizinischem Interesse 162. Mittlerweile konnte durch eine Reihe von Studien 

gezeigt werden, dass es beim Mischkonsum zur Wechselwirkung von MDMA und 

Ethanol kommt 163-165. Beide Substanzen werden größtenteils in der Leber 

metabolisiert und konkurrieren dabei um gemeinsame Stoffwechselwege, 

insbesondere das Cytochrom P450 Enzymsystem 49. Zudem kann durch Ethanol die 

Expression und Aktivität wichtiger Schlüsselenzyme des MDMA-Metabolismus 

verändert werden 166. Sowohl bei der Metabolisierung von Ethanol als auch von 

MDMA entstehen reaktive Sauerstoffspezies 167, 113. Hierdurch wird der Redoxstatus 

der Zelle empfindlich gestört. So konnte unter anderem gezeigt werden, dass GSH in 

Zellen unter Belastung mit MDMA vermehrt zu GSSG oxidiert wird 59. Dieser Effekt 

wird durch eine verminderte GSH-Synthese verstärkt, wie sie bei Belastung mit 

Ethanol auftritt 168. Upreti et al. konnten kürzlich zeigen, dass bei der Ratte die 
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Aktivität der hepatischen Alkoholdehydrogenase 2, einem Schlüsselenzym des 

Alkoholmetabolismus, durch MDMA inhibiert wird und so, bei gleichzeitiger Belastung 

mit Ethanol, ein Anstieg des toxischen Acetaldehyd verursacht wird 169. Ein weiterer 

Aspekt der MDMA-induzierten Toxizität ist die Hyperthermie, ein Effekt, der ebenfalls 

durch Ethanol verstärkt werden kann 170. Zudem konnte gezeigt werden, dass bei 

gleichzeitiger Einnahme von Ethanol die Konzentration von MDMA im 

Zentralnervensystem von Mäusen und Ratten deutlich erhöht ist 171. Diese 

Erkenntnis legt die Vermutung nahe, dass der Transport von MDMA in das Gehirn 

unter Einfluss von Ethanol vereinfacht ist, oder der Abbau von MDMA im Gehirn 

durch Ethanol gehemmt wird. 

In der einzigen Arbeit zur kombinierten Belastung mit Ethanol und MDMA in der 

Zellkultur zeigten Pontes et al. synergistische Effekte der untersuchten Substanzen 

im Bezug auf Vitalität und Redox-Status von hepatischen Zellen der Ratte in vitro 170. 

Da im Zentralnervensystem die gleichen Enzymsysteme vorhanden sind – wenn 

auch in geringerer Konzentration –, ist zu vermuten, dass bei der Neurotoxizität 

ähnliche Pathomechanismen zugrunde liegen. In einer ersten Studie zur 

kombinierten Belastung mit Ethanol und MDMA im Tiermodell von Cassel et al. aus 

dem Jahre 2005 wurde eine stärkere Beeinträchtigung des Serotoninsystems im 

Vergleich zur isolierten Belastung beschrieben 172.  

Die Einordnung der Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zur kombinierten Belastung 

der hippokampalen Zellen mit Ethanol und MDMA in die aktuelle Fachliteratur ist 

aufgrund fehlender Zellkultur-Studien zu diesem Thema nicht einfach. Die gezeigte 

zusätzliche Abnahme der Vitalität unter kombinierter Belastung bestätigt die 

synergistischen neurotoxischen Effekte auch in der Zellkultur. In der vorliegenden 

Arbeit wird erstmals eine Abschwächung der toxischen Wirkung einer kombinierten 

Belastung mit Ethanol und MDMA durch Zusatz antioxidativer Substanzen belegt.  

 

4.5 Limitationen der Arbeit 

 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit liefern Erkenntnisse über den 

Pathomechanismus der Neurotoxizität von Ethanol und halluzinogenen 

Amphetaminen. Inwieweit die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit allerdings auf den 

Menschen übertragbar sind, bleibt Gegenstand aktueller Forschungsprojekte.  
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Die Experimente wurden an HT22 Zellen durchgeführt. Hierbei handelt es sich nicht 

um Zellen einer Primärkultur aus Gewebsbiopsien, sondern um Zellen einer 

etablierten Zelllinie. HT22 Zellen sind ein Subklon von HT4 Zellen, der aus der 

Hippokampusregion der Maus gewonnen und mittels SV40 Antigen immortalisiert 

wurde 114, 120. Diese Zelllinie ist bereits mehrfach für die Untersuchung oxidativer 

Schädigungsmechanismen auf Nervengewebe verwendet worden 118, 173-175. 

Die Verwendung einer Zelllinie als Zellquelle ist wegen der nahezu unbegrenzten 

Verfügbarkeit der Zellen und der Vermeidung einer Mischkultur mit anderen Zellarten 

für Zellkulturstudien von großem Vorteil, kann aber nur modellhafte Funktionen 

erfüllen. Die Erkenntnisse sind aufgrund der genetischen Veränderung der 

neuronalen Zellen kritisch zu bewerten. Insbesondere durch die Transfektion der 

Zellen mit dem T-Antigen von SV40 und die bereits langjährige Subkultivierung der 

Zellen kann nicht mit Sicherheit davon ausgegangen werden, dass durch die Zelllinie 

die Zellphysiologie nativer Nervenzellen reflektiert wird. Es ist fraglich, inwieweit mit 

genetischen Veränderungen auch Veränderungen der funktionellen Eigenschaften 

der Zellen auftreten 175. Aufgrund der beschriebenen begrenzten 

Aussagemöglichkeiten kann diese Arbeit an HT22 Zellen nur als theoretisches 

Modell für die Belastung des ZNS mit Ethanol und Amphetaminen dienen. Um in der 

Zukunft für klinische Fragestellungen verwertbare Aussagen treffen zu können, sind 

in der Folge Arbeiten an Primärkulturen, mittelfristig auch tierexperimentelle Studien 

notwendig.  

Arbeiten in der Zellkultur bilden die erste Stufe in einer langen Reihe von 

Experimenten und lassen sich keinesfalls auf Geschehnisse unter physiologischen 

Bedingungen übertragen. So stellt die Wahl der einzusetzenden Konzentration an 

Belastungssubstanzen in der Zellkultur ein Problem dar. Nach einer Studie von Chu 

et al. ist im Rattenmodell die zerebrale Konzentration von MDMA und MDA höher als 

die Plasmakonzentration dieser Substanzen 176. Hier scheint eine Umverteilung 

stattzufinden, die unter Zellkulturbedingungen nicht zu simulieren ist. Auch die 

Kobelastung von Ethanol und Amphetaminderivaten stellt nur eine Simulation der 

physiologischen Gegebenheiten auf zellulärer Ebene dar. In neuroanatomischen 

Studien konnten allerdings die neurotoxischen Effekte von Ethanol und MDMA im 

Tierversuch bestätigt werden. Hier zeigte sich ein Untergang neuronaler Zellen nach 

Exposition mit den untersuchten Substanzen 177, 178. Auch konnte in Studien gezeigt 
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werden, dass antioxidative Substanzen neurotoxische Effekte von MDMA im 

Tierversuch abmildern bzw. verhindern 101.  

Ein weiteres Thema aktueller Diskussionen ist die Frage, ob in den untersuchten 

Tiermodellen die Pathomechanismen der Neurotoxizität von MDMA für den 

Menschen adäquat abgebildet sind 179, 180. So ist bekannt, dass sich das Wirkprofil 

von MDMA auf Rattenzellen deutlich von dem auf Mäusezellen unterscheidet, wobei 

weit weniger Studienergebnisse über Mäusezellen vorliegen 181, 182. So führt die 

Belastung mit MDMA in der Ratte zu Schäden am serotonergen System 59. In 

murinen Zellen zeigten sich im Gegensatz dazu kaum Auswirkungen auf das 

serotonerge System, hier kam es zu einer akuten Beeinflussung des dopaminergen 

Systems durch Belastung mit MDMA 49. Eine Vielzahl von tierexperimentellen 

Studien an Mäusen belegen nach ein- oder mehrmaliger Gabe von MDMA sowohl 

akute als auch langfristige Störungen im dopaminergen System. Trotzdem liegt das 

Augenmerk noch immer auf dem serotonergen System als dem hauptsächlich durch 

MDMA geschädigten System 62. Auch Arbeiten an Primaten zeigen vornehmlich eine 

Störung des serotonergen Systems durch halluzinogene Amphetamine ohne Wirkung 

auf das dopaminerge System 183, 184. Bei humanen Konsumenten von 

Amphetaminderivaten konnten mittels moderner Nachweismethoden wie Positron– 

und Single-Photon-Emissionstomographie (PET und SPECT) in vivo Veränderungen 

im Serotoninsystem nachgewiesen werden. Buchert et al. zeigten eine verminderte 

Verfügbarkeit des Serotonintransporters SERT bei Probanden mit einem 

ausgeprägten Ecstasy-Konsum 185.  

Die niedrigste MDMA-Dosis, die im Tierversuch langfristig neurotoxische Effekte 

zeigte (10 mg/Kg/d über 4 Tage) 183, liegt deutlich über der üblichen Dosis beim 

typischen humanen Konsumenten (2 x 75 – 125 mg/Woche) 186. Auch wenn durch 

mathematische Modelle eine Vergleichbarkeit der verwendeten MDMA-Dosis bei 

unterschiedlichen Spezies ermöglicht wird, ist davon auszugehen, dass wohl nur 

Konsumenten mit ausgeprägtem Konsumverhalten die Dosis aus den Tierversuchen 

erreichen 179. Zudem unterscheiden sich die Applikationswege (subcutan bzw. 

intraperitoneal im Tierversuch gegenüber oral beim Menschen), was im Tierversuch 

wiederum zu deutlich höheren Plasmakonzentrationen führt 187.    

Wenngleich bislang ein überzeugender Beweis neurotoxischer Effekte durch 

halluzinogene Amphetaminderivate beim Menschen fehlt, ist der Nachweis im 

Tierversuch unstrittig. Ungeachtet der offenen Fragen zur Übertragbarkeit der 
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Studienergebnisse auf den Menschen sind diese Erkenntnisse alarmierend. Die 

Ergebnisse der vorliegenden Experimente an Zellen einer hippokampalen Zelllinie 

liefern Einblicke über den Mechanismus der Schädigung neuronaler Gewebe auf 

zellulärer Ebene.  

 

4.6 Mögliche klinische Bedeutung und Ausblick 

 

Die akute Intoxikation mit Ecstasy, meist in Verbindung mit Alkohol, geht häufig mit 

schweren neurologischen Symptomen einher, kann zu lebensgefährlichen 

Krankheitsbildern führen und ist mit einer hohen Letalität assoziiert 82. Die Therapie 

derart intoxikierter Patienten ist eine medizinische Herausforderung. Ein spezifisches 

Antidot, das die Wirkung halluzinogener Amphetaminderivate effektiv antagonisiert, 

ist aktuell nicht verfügbar. So erfolgt die Behandlung einer Ecstasy-Intoxikation im 

wesentlichen symptomorientiert. Im Vordergrund steht hierbei die Therapie potentiell 

vital gefährdender Zustände, wie beispielsweise dem Hyperthermie–Syndrom, das 

mit einer Rhabdomyolyse einhergehen kann, oder einem Symptomenkomplex, der 

an ein Serotonin–Syndrom oder ein malignes neuroleptisches Syndrom erinnert. Die 

medikamentöse Therapie mit Dantrolen®, einem Muskelrelaxanz, das die 

Kalziumfreisetzung am sarkoplasmatischen Retikulum hemmt, und bei der malignen 

Hyperthermie im Rahmen eines malignen neuroleptischen Syndroms indiziert ist,  

wird in der Literatur unterschiedlich gewertet 188-191.  

Mit der Anwendung von antioxidativen Substanzen gäbe es einen weiteren 

therapeutischen Ansatz, der in tierexperimentellen und Zellkulturstudien, wie auch in 

der vorliegenden Arbeit, vielversprechende Ergebnisse zur Reduktion der 

neurotoxischen und hepatotoxischen Wirkung von MDMA zeigt. Zur Therapie 

neurodegenerativer bzw. neuroinflammatorischer Erkrankungen, wie beispielsweise 

Morbus Alzheimer oder Multipler Sklerose werden antioxidative Substanzen bereits 

erfolgreich eingesetzt. Bei diesen Erkrankungen stellt, wie einleitend dargestellt, 

ebenfalls oxidativer Stress einen wesentlichen Pathomechanismus dar 192-194. 

Berichte über den therapeutischen Einsatz von Antioxidantien bei Patienten mit 

akuter Ecstasy-Intoxikation oder chronischem Missbrauch liegen derzeit allerdings 

noch nicht vor. So existieren auch keine Empfehlungen zum Einsatz antioxidativer 

Substanzen bei der Therapie der akuten Ecstasy-Intoxikation, wie sie beispielsweise 
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für die Behandlung der Paracetamol-Intoxikation etabliert ist 195. Hier bewirkt die 

Behandlung mit N-Acetylcystein eine Regeneration von hepatischem GSH und führt 

so unter anderem zur Reduktion von oxidativem Stress, der durch toxische 

Metabolite des Paracetamol entsteht 196.  

Das Verständnis der komplexen Schädigungsmechanismen von MDMA und anderen 

halluzinogenen Amphetaminen, insbesondere in Kombination mit Ethanol, ist von 

entscheidender Bedeutung für die Entwicklung neuer Therapien der akuten Ecstasy-

Intoxikation und der Folgen des chronischen Konsums. Hierzu kann die vorliegende 

Arbeit wertvolle Erkenntnisse beisteuern. Die Ergebnisse sollten in weiteren Studien 

zur Neurotoxizität von halluzinogenen Amphetaminen und Ethanol bestätigt werden. 

Zudem sind Studien erforderlich, in denen die protektiven Effekte antioxidativer 

Substanzen weiter untersucht werden. Wünschenswert wäre außerdem die 

Untersuchung anderer zellulärer Schädigungsmuster (z. Bsp. Apoptose, 

Genexpression) sowie die Übertragung dieser Ergebnisse auf ein geeignetes 

Tiermodell, um schließlich vielleicht sogar ein klinisches Studienprogramm an 

Patienten umzusetzen. 
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5 Schlussfolgerung 
 

Somit sind abschließend die in der Einleitung gestellten Fragen wie folgt zu 

beantworten: 

1. Ethanol hat einen deutlichen zytotoxischen Effekt auf HT22 Zellen. Es kommt 

zur vermehrten Anfallen reaktiver Sauerstoffspezies. Das Auftreten von 

oxidativem Stress führt zu Zellvitalitätsverlusten der HT22 Neurone. Die 

Zugabe antioxidativer Substanzen verbessert die oxidative Situation der Zelle. 

Hierdurch können auch positive Wirkungen auf die Zellvitalität erzielt werden. 

2. Auch die Belastung mit MDMA, MDA bzw. MDE bewirkt Zellvitalitätsverluste 

der Zelllinie HT22. Es sind vermehrt zelluläre Oxidationsprodukte 

nachweisbar, wobei Lipidperoxidationsprodukte eine ansteigende Tendenz 

ohne signifikante Veränderungen zeigen. Der oxidative Stress ist 

mitverantwortlich für die Zellvitalitätsverluste nach Belastung mit den 

genannten Amphetaminderivaten. Durch Zusatz antioxidativer Substanzen 

kann die Bildung zellulärer Oxidationsprodukte vermindert werden. Dies 

beeinflusst die Zellvitalität positiv.  

3. Die Kombinationsbelastung mit Ethanol und MDMA führt zu stärkeren 

Vitalitätsverlusten, wobei diese nicht der Summe aus Ethanol- und MDMA-

Toxizität entspricht. Der Zusatz antioxidativer Substanzen führt auch hier zu 

einem Anstieg der Zellzahl. Dieser Anstieg fällt allerdings geringer als in der 

Einzelbelastung aus. 

Zukünftige Studien werden zeigen, welchen Stellenwert diese Erkenntnisse bei der 

Entwicklung einer Therapie der Ecstasy– sowie Mischintoxikation mit Alkohol haben. 
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Lebenslauf 

 
Mein Lebenslauf wird aus Datenschutzgründen in der 

elektronischen Version meiner Arbeit nicht mit veröffentlicht.  
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Publikation 

 

Abstract: 

 

Neurosci Lett. 2002 Aug 9;328(2):93-6 

 

Alpha-lipoic acid prevents ethanol-induced protein oxidation in mouse 
hippocampal HT22 cells. 
 
Pirlich M, Kiok K, Sandig G, Lochs H, Grune T 

 

Department of Gastroenterology and Hepatology, University Hospital Charité, 

Humboldt-University Berlin, Schumannstr. 20/21, 10098, Berlin, Germany. 

 

Oxidative stress is involved in a number of neurological disorders, including the 

neurotoxic effects of ethanol. Recent studies have described a neuroprotective 

potential of alpha-lipoic acid (LC) in several models of neuronal cell death related to 

oxidative stress. We tested the hypothesis that LC could be effective in preventing 

ethanol-induced neurotoxicity employing the clonal hippocampa cell line HT22. A 24 

h incubation with ethanol 100-600 mM caused a dose-dependent loss of cell viability 

and a significant increase of the overall intracellular protein oxidation. Coincubation 

with LC 0.1 mM resulted in a significant decrease of ethanol-related neurotoxicity and 

a complete prevention of the ethanol-induced intracellular protein oxidation. These 

results indicate that the radical scavenging properties of LC are effective to 

ameliorate ethanol-induced neurotoxicity. 
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