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Kurzfassung 
 
Hintergrund: Monozyten benötigen zur Ausführung spezifischer immunologischer 

Prozesse Energie und biosynthetische Substrate. Diese stehen in der Mikroumgebung 

einer Entzündung aufgrund von u.a. Hypoxie und Glukosemangel nur begrenzt zur 

Verfügung. 

 

Fragestellung: Die Anpassung der Monozyten an metabolisch ungünstige 

Bedingungen sollte hier mithilfe einer stufenweise gehemmten OXPHOS unter 

Glukoseentzug untersucht werden. Hierbei sollte herausgefunden werden, ob 

spezifische immunologische Prozesse unter diesen Bedingungen einer Hierarchie 

unterliegen. 

 

Methoden: Monozyten gesunder Spender wurden unter Glukoseentzug kultiviert, die 

mitochondriale ATP-Produktion wurde durch den Atmungskettenhemmstoff 

Myxothiazol stufenweise reduziert. Für insgesamt 3 Belastungsstufen mit Myxothiazol 

untersuchten wir durchflusszytometrisch die Phagozytosekapazität, die Expression 

der Oberflächenmoleküle CD16, CD80, CD11b, HLA-DR sowie die Produktion der 

inflammatorischen Zytokine IL-1β, IL-6 und TNF-α. Mit einer Clark-Elektrode wurden 

die Produktion von ROS durch NOX und die mitochondriale ATP-Produktion 

amperometrisch untersucht, die ATP-Menge der Zellen wurde luminometrisch 

bestimmt. 

 

Ergebnisse: Die Monozyten zeigten keine Zeichen einer Apoptose unter Glukose- 

und/oder Energieentzug. Die metabolische Belastung beeinträchtigte vor allem die 

Expression der Marker CD11b und HLA-DR, die Produktion von TNF-α und IL-1β 

sowie die ROS Produktion durch NOX. Sie zeigte einen geringeren Effekt auf die 

Phagozytose und die IL-6 Produktion. 

 

Schlussfolgerung: Unsere Ergebnisse sprechen klar für eine Hierarchie der 

Immunprozesse menschlicher, LPS-stimulierter Monozyten unter metabolischer 

Belastung. Dieses Wissen könnte zur Entwicklung zukünftiger Therapieansätze für 

Monozyten-vermittelte entzündliche Erkrankungen führen. 
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Abstract  
 

Background: At sites of inflammation, monocytes require energy and building blocks 

to fulfil immunological functions. They must cope with immunometabolic restrictions 

such as hypoxia and low glucose levels in the microenvironment. 

 

Objective: To investigate the adaptive potential of human monocytes, we modelled 

conditions of immunometabolic restriction by gradual inhibition of OXPHOS in the 

absence of glucose. 

 

Methods: Monocytes of healthy donors were cultivated under glucose free conditions, 

and mitochondrial ATP production was gradually decreased by Myxothiazol, an 

inhibitor of the respiration chain. For three different immunometabolic levels upon 

stimulation with LPS, we assessed phagocytosis, the expression of surface activation 

markers CD16, CD80, CD11b, HLA-DR and production of the inflammatory cytokines 

IL-1β, IL-6 and TNF-α by flow cytometry. With a Clark type electrode, we assessed 

ATP production and the production of reactive oxygen species through NOX 

amperometrically. ATP content was determined by luminometric assessment. 

 

Results: Monocytes showed no sign of apoptosis following inhibition of mitochondrial 

respiration. In our model, the effect of immunometabolic restriction was most 

pronounced on the surface expression of CD11b, HLA-DR, production of TNF-α, IL-1β 

and production of ROS through NOX. Phagocytosis and the production of IL-6 were 

less affected. 

 

Conclusion: Our data demonstrate a hierarchy of immune functions in LPS- 

stimulated human monocytes. This represents novel knowledge, which could 

potentially lead to the development of new therapeutic targets in monocyte-mediated 

inflammatory diseases. 
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1. Einleitung 
 

1.1. Monozyten 
 

1.1.1. Ursprung und Funktion 
 

Humane Monozyten sind Leukozyten des peripheren Blutes. Im Immunsystem 

werden sie der angeborenen Immunabwehr zugeordnet. Sie gehören  der myeloischen 

Zellreihe an und entstehen im Knochenmark aus eigenen hämatopoetischen 

Vorläuferzellen (Lee et al., 2015, Kawamura et al., 2017). Sie gelangen nach ihrer 

Reifung in den peripheren Blutkreislauf, um dort etwa einen Tag bis eine Woche zu 

verweilen (Guilliams et al., 2018, Patel et al., 2017). Sie sind in der Lage, zu 

Makrophagen, dendritischen Zellen und Osteoklasten zu differenzieren (Kylmaoja et 

al., 2018, Sander et al., 2017). 

Die Phagozytose von pathogenem Material und Zelldebris gehört zu den 

wichtigsten Funktionen der Monozyten (Dale et al., 2008). Während der Phagozytose 

sind Monozyten in der Lage, reaktive Sauerstoffradikale (ROS) mithilfe der 

Nicotinsäureamid-Adenin-Dinukleotid-Phosphat (NADPH) Oxidase zu produzieren, 

um pathogene Erreger abzutöten (Bellavite, 1988). Es entstehen in den Phagosomen 

u.a. das Superoxid O2-, das Hydroxyl-Radikal HO· oder Wasserstoffperoxid H2O2, 

welche bakterielle Membranen schädigen und so einen ersten Schritt der angeborenen 

Immunabwehr einleiten (Bellavite, 1988). Durch hocheffektive enzymatische Systeme 

wie die Superoxiddismutase, die Glutathion-Peroxidase oder die Katalase, können 

Phagozyten sich selbst vor den schädlichen ROS wie das Superoxid schützen, indem 

diese über mehrere Reaktionsschritte zu Wasser verstoffwechselt werden  (Bellavite, 

1988).  

Im Anschluss an die Phagozytose erfolgt bei Monozyten die 

Antigenpräsentation: das aufgenommene Material wird durch die Fusion von 

Phagosom und Lysosom proteolytisch zersetzt (Stuart and Ezekowitz, 2005). Durch 

die Bindung eines in diesem Prozess entstandenen Polypeptids am 

Haupthistokompatibilitätskomplex des Typs zwei (MHCII) bildet sich ein 

Rezeptor/Ligand Komplex (Roche and Furuta, 2015, Stuart and Ezekowitz, 2005). 

Dieser interagiert daraufhin mit einem für dieses Antigen spezifischen T-Zell Rezeptors 

und kann bei der T-Zelle eine Immunantwort auslösen, falls eine adäquate Co-
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stimulation erfolgt, z.B. über das CD28/CD80 Rezeptor/Ligandensystem (Lee et al., 

2017, Lenschow et al., 1996). Alternativ kann mit dieser Interaktion eine 

immunologische Toleranzreaktion vermittelt werden, z.B. wenn das aufgenommene 

Material aus eigenen, apoptotischen Zellen besteht (Voll et al., 1997). Monozyten 

leisten somit im Immunsystem einen wichtigen Beitrag in der Diskriminierung des 

Eigen- und Fremdmaterials und Regulierung der Immunantwort. 

Ein bei Monozyten gut erforschtes Molekül der Antigenpräsentation stellt das 

humane Leukozytenantigen des Isotyps DR (HLA-DR) dar. Die Expression dieses 

MHCII-Isotyps auf der Oberfläche von Monozyten liefert einen wichtigen Hinweis auf 

ihre Immunkompetenz. Eine erniedrigte Expression des Markers gilt im Rahmen einer 

Sepsis als Ausdruck für eine  Immunsuppression (Venet et al., 2020). Dem derzeitigen 

Forschungsstand versteht man diese Immunsuppression als eine kompensatorische 

Gegenreaktion zur septischen Entzündungsaktivität (Venet et al., 2020, Bone et al., 

1997). So ist die herabgesetzte Expression von HLA-DR klinisch mit einem längeren 

Aufenthalt auf der Intensivstation sowie mit mehr Komplikationen assoziiert (Tamulyte 

et al., 2019). Neben der Sepsis wird die reduzierte Oberflächenexpression von HLA-

DR auf Monozyten auch als kompensatorische Antwort zu anderen systemischen 

Entzündungsreaktionen betrachtet (Mengos et al., 2019), wie sie beispielsweise im 

Rahmen einer schweren Verbrennung (Venet et al., 2007) oder einer schweren, 

akuten Pankreatitis (Gotzinger et al., 2000) auftreten können. 

Monozyten befinden sich bei solchen Entzündungen im aktivierten Zustand, sie 

gelten insbesondere im Rahmen der Sepsis als potente Produzenten der 

proinflammatorischen Zytokine Interleukin-1-β (IL-1β), IL-6 und Tumor-Nekrose-

Faktor-α (TNF-α) (Dale et al., 2008). Die sezernierten Zytokine verursachen in den 

Blutgefäßen eine Erhöhung der Permeabilität sowie eine Abnahme des systemischen 

Kreislaufwiderstandes, dies äußert sich klinisch als Hypotension, bis hin zum 

Kreislaufschock (Calandra and Glauser, 1990, Wiesinger et al., 2013). Zusätzlich 

zeigen diese Zytokine eine endokrine Wirkung auf Endothelzellen, welche selbst zur 

Produktion von Zytokinen wie IL-6 oder IL-8 stimuliert werden. Dies trägt zum 

sogenannten Zytokinsturm bei, ein Kernmerkmal des septischen Schocks (Joffre et al., 

2020). 

Unter diesen pathologischen Umständen gelangen Monozyten durch Adhäsion 

und transendotheliale Migration zum Entzündungsherd (Dale et al., 2008, 

Schittenhelm et al., 2017, Shi and Pamer, 2011). Sie sind in der Lage, sich mithilfe der 
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Chemotaxis entlang von Konzentrationsgradienten entzündlicher Mediatoren zu 

bewegen, um so effektiv eine lokale Immunantwort auszulösen (Podolnikova et al., 

2015). Die Chemotaxis wird u.a. durch das Integrin CD11b/CD18 vermittelt. 

Zusammen mit der Untereinheit CD18 bildet das Oberflächenmolekül CD11b den 

Makrophagen-antigen 1 und Komplement-Rezeptor 3 (Mac1/CR3), welcher über die 

Chemotaxis hinaus die Phagozytose von Komplement-gebundenen Partikeln 

ermöglicht (Schittenhelm et al., 2017). So sind Monozyten mit der Antigenpräsentation 

und der Phagozytose eine wichtige Schnittstelle zwischen dem angeborenen und dem 

adaptiven Immunsystem. 

 

1.1.2. Subtypen 
 

Im peripheren Blut werden Monozyten nach der Oberflächenexpression ihrer 

Marker CD14 und CD16 unterteilt (Ziegler-Heitbrock, 2014, Ziegler-Heitbrock et al., 

2010). CD14 ist ein Membranprotein mit einem Glycosylphosphatidylinositol (GPI) 

Anker und ohne intrazellulären Anteil. Zusammen mit dem Lipopolysaccharid-

Bindungsprotein (LBP) dient es der Übertragung des Lipopolysaccharids (LPS) zum 

LPS-Rezeptorkomplex und der Zellaktivierung (Schutt, 1999, Ryu et al., 2017). CD16 

ist der Fc-gamma Rezeptor 3 (FcγRIII), ein Rezeptor für die konstante Fc Region von 

Gamma-Immunglobulinen. Infolge einer Bindung von Immunkomplexen dimerisieren 

seine intrazellulären Immunorezeptor-Tyrosin-basierten Aktivierungsmuster (ITAM) 

und aktivieren die Zelle (Bosques and Manning, 2016). 

Es wird in der Durchflusszytometrie zwischen den sogenannten klassischen 

(CD14 positiv/CD16 negativ), intermediären (CD14/CD16 doppelpositiv) und nicht 

klassischen (CD14 schwach positiv/CD16 positiv) Monozyten unterschieden (Ziegler-

Heitbrock et al., 2010). Die intermediären Monozyten gelten als die potentesten pro-

inflammatorischen Zellen: Beispielsweise produzieren sie die größten Mengen an 

TNF-α und weisen die höchste Expression an MHCII auf, u.a. HLA-DR sowie HLA-

DM. Die klassischen Monozyten bilden den Subtyp, der am effektivsten Antigene 

präsentiert (Rossol et al., 2012, Lee et al., 2017). Den klassischen Monozyten wird bei 

einer Entzündung die rasche transendotheliale Migration und darauffolgende 

Phagozytose von pathogenem Material zugeschrieben (Sprangers et al., 2016). Die 

nicht klassischen Monozyten patrouillieren hingegen entlang der Gefäßwände und 
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spielen dort in der Wundheilung sowie Entfernung von Zelldebris eine wichtige Rolle 

(Thomas et al., 2015). 

Diese Subtypen stellen keine eigenständige Zelltypen dar, sondern sind eher 

als Stadien zu verstehen, die jeder Monozyt in der Reihenfolge klassisch, intermediär, 

nicht-klassisch chronologisch durchläuft (Patel et al., 2017). Das monozytäre 

Kompartiment befindet sich also in einem ständigen Fließgleichgewicht, dessen 

Dynamik sich sowohl bei infektiösen als auch autoimmunologischen Erkrankungen 

verändern kann (Smiljanovic et al., 2018, Cooper et al., 2012, Mukherjee et al., 2015). 

Klinisch findet sich im Rahmen einer Sepsis ein erhöhter Anteil an intermediären und 

nicht klassischen Monozyten (Mukherjee et al., 2015). Weiterhin liefert die 

Subtypenverteilung bei der rheumatoiden Arthritis (RA) möglicherweise wichtige 

Hinweise zum Ansprechen auf eine Therapie mit Methotrexat (Cooper et al., 2012). So 

könnte die Subtypenverteilung im peripheren Blut von Patienten mit entzündlichen 

sowie infektiösen Erkrankungen in Zukunft eine zunehmende klinisch-diagnostische 

Relevanz haben. 

 

1.1.3. Klinischer Stellenwert 
 

Eine maßgebliche Rolle spielen Monozyten in der Pathogenese der 

Atherosklerose (Back et al., 2019), indem sie durch transendotheliale Migration in die 

Blutgefäßwand gelangen, um subintimal einen chronischen Entzündungsprozess zu 

unterhalten (Bobryshev, 2006). Sie differenzieren in diesem Gebiet zu Makrophagen, 

nehmen Cholesterolester sowie Lipoproteine intrazellulär auf, um schließlich 

sogenannte Schaumzellen zu bilden, ein Kernmerkmal der atherosklerotischen 

Läsionen (Back et al., 2019). Phagozytierte Lipoproteine lösen wiederum bei den 

Makrophagen eine Ausschüttung von entzündlichen Zytokinen sowie Chemokinen 

aus, es werden weitere Monozyten im Sinne eines circulus vitiosus in die Läsion 

gelockt und somit der Entzündungsprozess fortgesetzt (Klouche et al., 1999).  

Auch im Rahmen der Karzinogenese halten Monozyten ein chronisch-

entzündliches, Tumor-förderndes Milieu aufrecht (Olingy et al., 2019). Sie fördern das 

Tumorwachstum, indem sie die Angiogenese anregen, entzündliche Zytokine 

produzieren und zu Tumor-assoziierten-Makrophagen differenzieren (Prenen and 

Mazzone, 2019, Rivera and Bergers, 2015, Lavin et al., 2017). Die Extravasation von 

Monozyten in das Tumorgebiet wird derzeit als therapeutischer Angriffspunkt 
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diskutiert, basierend auf Erkenntnissen aus kombinierten Maus/Menschmodellen für 

das hepatozelluläre Karzinom und das Pankreaskarzinom (Li et al., 2017, Sanford et 

al., 2013). Im Gegensatz hierzu sind Monozyten auch in der Lage, die Immunabwehr 

gegen malignes Gewebe durch das Anlocken von Natürlichen-Killer (NK) Zellen zu 

steigern (Lavin et al., 2017). Bei Patienten mit malignem Melanom sind nicht klassische 

Monozyten sogar die Haupteffektoren der Therapie mit Ipiliumab: der Antikörper gegen 

das zytotoxische T Lymphozyten Antigen 4 (CTLA-4) vermittelt in diesem Fall das 

Abtöten der tumorfördernden, regulatorischen T-Zellen durch die Monozyten (Romano 

et al., 2015). Das Monozyten-zu-Lymphozyten Verhältnis im peripheren Blut wird 

derzeit als zukünftiger Prognosemarker beim diffusen großzelligen B-Zell Lymphom, 

Kolorektal-, Ovarial- sowie nicht kleinzelligem Lungenkarzinom diskutiert (Olingy et al., 

2019, Eo et al., 2016, Li et al., 2012, Stotz et al., 2014, Hu et al., 2014). 

Ihr Phänotyp und ihre Funktionalität sind in verschiedenen chronisch 

entzündlichen Erkrankungen verändert (Ma et al., 2019). Eine abnorme Phagozytose 

liegt beispielsweise vor im Falle eines systemischen Lupus erythematodes (SLE) 

(Herrmann et al., 1998), Sjögren-Syndroms (Hauk et al., 2014) oder einer Zöliakie 

(Cupi et al., 2014). Monozyten der Patienten mit einer systemischen Sklerose weisen 

eine ausgeprägtere Neigung zur Differenzierung zu Myofibroblasten auf (Binai et al., 

2012). Ebenso besitzen sie eine abnorme Antigenpräsentation im Rahmen der RA 

sowie der Zöliakie (Yoon et al., 2014, Cinova et al., 2007).  Ihre pathophysiologische 

Rolle in der Entstehung solcher Erkrankungen findet diagnostische Anwendung. Das 

sialic acid-binding immunoglobulin-like lectin (Siglec-1) – ein Oberflächenmarker von 

Monozyten – ist ein klinisch bereits etablierter Biomarker zur Einschätzung der 

Krankheitsaktivität des SLE (Rose et al., 2017).  

Zusammenfassend haben menschliche Monozyten durch ihre 

pathophysiologische Bedeutung bei infektiösen, malignen und chronisch-

entzündlichen Erkrankungen einen sehr hohen klinischen Stellenwert. Sie könnten in 

Zukunft weiter in das Zentrum der Forschung geangen, um  diagnostische sowie 

therapeutische Möglichkeiten in der Behandlung dieser Erkrankungen auszubauen. 
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1.2. Stoffwechsel von Immunzellen 
 

1.2.1. Überlebensnotwendige und spezifische Prozesse 
 

Die Energie-verbrauchenden Funktionen von Immunzellen wie Monozyten 

können zwei Kategorien zugeordnet werden. Zu den allgemein 

überlebensnotwendigen Funktionen zählen u.a. der transmembranöse 

Kationenaustausch, die Synthese von Nukleinsäuren und die Synthese von Proteinen. 

(Buttgereit et al., 2000, Spies et al., 2012, Buttgereit et al., 1992, Princiotta et al., 2003). 

Zu den spezifischen immunologischen Funktionen gehören u.a. die 

Antigenpräsentation, die Phagozytose von pathogenem Material und die 

transendotheliale Migration (Buttgereit et al., 2000, Spies et al., 2012). 

 

1.2.2. Energie und Biosynthese 
 

Um diese Funktionen auszuführen, benötigen Immunzellen aus biochemischer 

Sicht einerseits biosynthetische Substrate und andererseits Energieträger. Während 

biosynthetische Substrate als Bausteine u.a.  für Zellmembranen, Nukleinsäuren oder 

Proteine dienen, ermöglicht der Energieträger Adenosintriphosphat (ATP) ihre 

effektive enzymatische Herstellung sowie darauffolgende Verwendung. Beide 

Komponenten stellt der Zellstoffwechsel bereit.  

An der Entstehung des ATP sind die oxidative Phosphorylierung der 

Mitochondrien (OXPHOS) und die zytosolische Glykolyse beteiligt. Die OXPHOS 

liefert je Molekül Glukose 36 ATP und ist somit im Vergleich zu den 2 ATP, welche 

durch die Glykolyse gewonnen werden, weitaus effektiver. Der Zitratzyklus verbindet 

die OXPHOS mit der Glykolyse und stellt eine metabolische Drehscheibe dar: hier 

können neben der Glukose durch die Glykolyse auch Fettsäuren mit der β-Oxidation 

und Aminosäuren über anaplerotische Reaktionen zur Energiegewinnung über den 

Zitratzyklus beitragen.  

Das Verhältnis von Glykolyse-zu-OXPHOS in der ATP-Produktion kann je nach 

Zelltyp und Art der Aktivierung unterschiedlich ausfallen (Ganeshan and Chawla, 

2014). Der Grund für diese Wechselhaftigkeit liegt in der zweifachen Funktion dieser 

Reaktionswege: einerseits dienen sie der Energieversorgung der Zelle, andererseits 

bedienen sie die Zelle mit Substraten zur Ausführung ihrer Funktionen. Beispielsweise 
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können Makrophagen im aktivierten Zustand auf den Zitratzyklus sowohl als Quelle 

biosynthetischer Vorstufen zur Glykosylierung bestimmter Proteine, als auch zur ATP 

Produktion durch die OXPHOS zurückgreifen. In anderen Fällen muss jedoch der 

Zitratzyklus hauptsächlich zur Membransynthese durch die Produktion bestimmter 

Vorstufen von Phospholipiden genutzt werden, die ATP-Produktion übernimmt dann 

zum Großteil die Glykolyse (Jha et al., 2015, O'Neill et al., 2016, Tannahill et al., 2013).  

Ein weiterer Umstand, welcher die Wichtung der ATP-Quellen der Zelle 

entscheidend mitbeeinflussen kann, ist die Verfügbarkeit der hierfür benötigten 

Substrate in der Mikroumgebung, zum Beispiel wie sie bei kleinen, umschriebenen, 

lokalen Entzündungsprozessen zu finden ist (Straub et al., 2010). Hier kann die 

extrazelluläre Matrix mittels Proteolyse oder Lipolyse abgebaut und die Produkte 

jeweils in den Zitratzyklus oder die Glykolyse eingeführt werden (Straub et al., 2010). 

Darüber hinaus sind Immunzellen wie Monozyten in der Lage, in der Abwesenheit von 

Sauerstoff ihren Energiebedarf trotz Ausfall der OXPHOS kompensatorisch über eine 

Erhöhung der glykolytischen Aktivität zu erhalten (Marsin et al., 2002). 

Einige Moleküle des Zitratzyklus wie z.B auch Zitrat selber erfüllen sowohl die 

Funktionen von biosynthetischen Substraten als auch indirekter Energieträger im 

Rahmen anaplerotischer oder cataplerotischer Reaktionen (Owen et al., 2002).  

Glutamin gehört für Leukozyten zu den wichtigsten Quellen anaplerotischer 

Reaktionen (Arts et al., 2016). Es liefert in der menschlichen Niere und Leber die 

Vorstufe zur Gluconeogenese. Alle übrigen Zellen des Körpers verfügen lediglich über 

Deaminasen, die sie dazu befähigen, aus Glutamin über Glutamat den Citratzyklus mit 

α-Ketoglutarat aufzufüllen, nicht aber die Glukose neu zu bilden. Für myeloische Zellen 

also eine wichtige alternative Energiequelle zur Glukose, um die Aktivität der OXPHOS 

aufrechtzuerhalten (Arts et al., 2016). 

 

1.3. Stoffwechsel von menschlichen Monozyten 
 

1.3.1. Aktivierung 
 

Der Stoffwechsel aktivierter Monozyten muss größeren Anforderungen gerecht 

werden, nicht zuletzt in Form einer gesteigerten Synthese des Energieträgers ATP 

(Straub et al., 2010). Diese wird durch das Vorhandensein von Sauerstoff und Glukose 

in der Mikroumgebung und darauffolgende Metabolisierung durch die Glykolyse und 
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die OXPHOS gewährleistet (Buttgereit et al., 2000, Krauss et al., 2001). Unter aeroben 

Ruhebedingungen weisen sie eine hohe glykolytische Aktivität auf, mehr als die Hälfte 

ihres ATPs wird über diesen Weg bereitgestellt (Kramer et al., 2014, Chacko et al., 

2013). Die Mitochondrien tragen ebenso zur Energiegewinnung bei, ohne jedoch die 

OXPHOS in ihrer Kapazität vollständig auszulasten. Sie weisen eine hohe 

Reservekapazität auf, in anderen Worten: die Zelle kann den Sauerstoffumsatz über 

die Atmungskette steigern, um ihren Energiebedarf zu decken (Kramer et al., 2014, 

Chacko et al., 2013). Infolge einer Stimulation mit Toll-like-Rezeptor (TLR) Liganden 

werden je nach Rezeptorart und Ligand verschiedene metabolische Programme 

induziert (Lachmandas et al., 2016). Nach der Gabe von LPS nimmt die ATP-

Produktion zu, der Glukoseverbrauch steigt trotz ausreichender Sauerstoffversorgung 

in der Umgebung drastisch an (Peter et al., 2015). Dieser Effekt wurde ursprünglich 

von Otto Warburg in Tumorzellen entdeckt und wird noch heute nach ihm benannt. 

(Warburg, 1925, Warburg et al., 1926). Umgekehrt zum Warburg Effekt kommt es im 

Falle einer Hemmung der Glykolyse zu einem Anstieg des Sauerstoffverbrauchs 

(Peter et al., 2015). Monozyten sind insgesamt in der Lage, ihren Energiebedarf unter 

Glukosefreien Bedingungen durch die Oxidation von gespeicherten Fettsäuren zu 

decken, ohne an Funktionalität zu verlieren (Raulien et al., 2017). 

 

1.3.2. Aktivierung unter metabolischer Belastung 
 

Im Rahmen bestimmter Erkrankungen müssen sich Monozyten zusätzlich 

herausfordernden metabolischen Umständen stellen. Beispielweise finden sich im 

Synovium entzündeter Gelenke von Patienten mit einer rheumatoiden Arthritis 

vermehrt fehlerhaft angelegte Blutgefäße. Diese sind strukturinstabil und weisen 

keinen Perizytenmantel auf, welcher auf regelhaft angelegten Blutgefäßen zu erwarten 

wäre. Sie versorgen das Synovium nur unzureichend mit Sauerstoff. Zudem  reichern 

sich viele Immunzellen im entzündeten Gelenk an  (Kennedy et al., 2010, Fearon et 

al., 2019). Daher ist dieses Milieu durch eine pathologische Hypoxie gekennzeichnet, 

die bereits in den 1970er Jahren in der Gelenkflüssigkeit von Patienten gemessen 

wurde (Falchuk et al., 1970, Lund-Olesen, 1970), und die mit einer konsekutiv 

erhöhten Expression der Hypoxie-induzierbaren-Faktoren (HIF) einhergeht (Hua and 

Dias, 2016). Sie stellt vermutlich einen Proliferationsreiz für fehlerhafte Gefäße dar, 

welche sich nach einer Therapie mit anti-TNF-α-Antikörpern selektiv zurückbilden 
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(Izquierdo et al., 2009, Kennedy et al., 2010). Als Ausdruck der Entzündungs- bzw. 

Glykolyseaktivität im Gelenk von Patienten mit RA finden sich erniedrigte 

Glukosekonzentrationen sowie erhöhte Laktatspiegel in der Synovialflüssigkeit (Yang 

et al., 2015). Zusammenfassend herrschen im chronisch entzündeten Gelenk bei 

Patienten mit RA hinsichtlich der Substratversorgung keine optimalen Bedingungen 

zur Produktion von ATP. Unter diesen ungünstigen bioenergetischen Bedingungen 

unterhalten unter anderem Monozyten trotzdem das Voranschreiten der RA-

Pathogenese, indem sie u.a. das proinflammatorische Zytokin TNF-α produzieren, 

autoreaktive T-Zellen aktivieren (Belge et al., 2002, Yoon et al., 2014) und zu 

Makrophagen oder Osteoklasten differenzieren (Udalova et al., 2016, Komano et al., 

2006).  

Die Mikroumgebung solider Tumore liefert ein ähnliches Milieu. Aufgrund der 

zellulären Heterogenität, der inhomogenen Durchblutung sowie des fehlregulierten 

Stoffwechsels des malignen Gewebes, müssen Monozyten auch hier mit ungünstigen 

metabolischen Bedingungen umgehen (Lau and Heiden, 2020, Xiao et al., 2019). 

Vordergründig werden Glukose und Glutamin von Tumor- und Stromazellen 

verstoffwechselt, so herrscht neben der lokalen Hypoxie auch ein Mangel an diesen 

Substraten. Es häufen sich Laktat und andere Abbauprodukte an und der Umgebungs-

pH sinkt (Warburg, 1925, Lau and Heiden, 2020). Maligne Zellen sind im Gegensatz 

zu den restlichen Zellen der Tumorumgebung in der Lage, das Laktat über einen 

umgekehrten Warburg-Effekt erneut in ihren Zitratzyklus zur Energieproduktion zu 

verwerten (Pavlides et al., 2009). 

Die bioenergetischen Gegebenheiten, wie sie im Tumorgewebe oder im 

arthritischen Gelenk vorliegen, setzen bei erhaltener Funktionalität eine hervorragende 

Anpassungsfähigkeit der Monozyten voraus. 

 

1.4. Herleitung der Frage- und Aufgabenstellung 
 

Aus früheren Untersuchungen zu den Auswirkungen eingeschränkter ATP-

Produktion in Rattenthymozyten ist eine Hierarchie der allgemein 

überlebensnotwendigen, ATP-verbrauchenden  Prozesse bekannt (Buttgereit and 

Brand, 1995). In anderen Worten: Verfügt eine Zelle über weniger Energie, als sie zur 

Ausführung ihrer Funktionen tatsächlich benötigt, so wird die Ausführung bestimmter, 
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energieabhängiger Funktion zulasten hierarchisch „nachrangiger“ Funktionen 

bevorzugt (Buttgereit and Brand, 1995).  

Vor diesem Hintergrund stellte sich die Frage, ob sich eine solche Hierarchie 

ebenfalls für die spezifischen Funktionen menschlicher Immunzellen ableiten lässt. 

Das Ziel dieser Arbeit war es daher, ein in vitro Modell mit einer graduell zunehmenden  

Einschränkung des Energie- und Biosynthesestoffwechsels zu entwickeln. Dieses 

Modell sollte dazu dienen, bioenergetisch ungünstige Bedingungen nachzustellen, wie 

sie im entzündeten Gelenk, in einem Tumor oder einem Infektionsherd vorkommen 

können. 
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2. Material & Methoden 
 

2.1. Präparation von Monozyten 
 

Die Monozyten wurden aus dem peripheren Blut gesunder Mitarbeiter des 

Labors isoliert. Dies erfolgte nach entsprechender Information und schriftlicher 

Zustimmung auf Grundlage der Genehmigung des Forschungsvorhabens durch die 

Ethikkommission der Charité-Universitätsmedizin Berlin mit dem Votum EA1/207/17. 

Hierbei wurde darauf geachtet, dass die Spender keine Autoimmunpathologie in ihrer 

Vorgeschichte und keine Infektionssymptome aufwiesen. Ebenso waren die Einnahme 

immunsupprimierender Medikamente wie z.B. Glukokortikoide ein weiteres 

Ausschlusskriterium. Soweit möglich wurde auf eine gleichgeschlechtliche Verteilung 

der Spender innerhalb der Experimentenreihen geachtet. Das Alter der Spender und 

das Rauchverhalten wurden nicht berücksichtigt. Die Spender wurden gebeten, soweit 

möglich am Tag der Blutentnahme nüchtern zu erscheinen. Dies gewährleistete 

optimale optische Bedingungen bei der nachfolgenden Dichtegradienten-

zentrifugation. 

Es wurden bei jedem der Spender 10 heparinisierte Blutröhrchen (Becton 

Dickinson, Heidelberg, Deutschland) à 10 ml mit Butterfly Sicherheitskanülen (Becton 

Dickinson) entnommen. Die 100 ml heparinisiertes Vollblut wurden in 5x50ml 

Schraubröhren (Sarstedt, Sarstedt, Deutschland) mit Spitzboden aus Polypropylen 

verteilt. Die geleerten Blutröhrchen wurden mit autoMACS® Running Buffer (RB) bei 

Zimmertemperatur in den Schraubröhren ausgespült, um schließlich ein 

Gesamtvolumen von 37,5 ml Vollblut-Puffer-Gemisch zu erzeugen. Die 

Schraubröhren wurden vorsichtig mehrmalig geschwenkt, um das Gemisch zu 

homogenisieren. In Fünf weiteren Schraubröhren wurden 12,5 ml von Ficoll Paque 

Plus® (GE-Healthcare, Berlin, Deutschland) hinzugefügt. Anschließend wurde das 

Vollblut- Puffergemisch sorgfältig mit einer 25 ml serologischen Pipette (Corning, 

Corning, USA) und einer elektronischen Pipettierhilfe (Integra, Biebertal, Deutschland) 

auf dem Ficoll geschichtet. Die Schraubröhren wurden anschließend 35 min bei 400g, 

Raumtemperatur ohne Bremse zentrifugiert. Das Ficoll diente der Trennung der 

mononukleären Zellen des peripheren Blutes (PBMC) von den anderen 

Blutbestandteilen: Das Prinzip basiert auf der unterschiedlichen Dichte der 

Zellpopulationen, wobei bei einer Zentrifugation die Dichte der PBMC nicht ausreicht, 
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um sich mit der Ficoll-enthaltenden Phase zu vermischen (Grievink et al., 2016). Sie 

bleiben nach der Zentrifugation an der Ficoll Grenze als Interphase übrig. Nach der 

Zentrifugation wurden jeweils 2,5 Interphasen (Abbildung 1) vorsichtig mit einer 10 ml 

Pipette (Corning) und einer Pipettierhilfe in einer neuen 50 ml Schraubröhre gegeben. 

Abbildung 1: Schematische Darstellung des Ergebnisses der Ficoll Paque Plus® 

Technik mit menschlichem Vollblut nach Zentrifugation. 

1: PP 50 ml Schraubröhre, 2: Running Buffer + Plasma Gemisch, 3: Interphase mit 

PBMC, 4: Ficoll Paque Plus®, 5: Erythrozythen, Granulozyten und Zelldebris 

 

Mit eiskaltem RB wurde der Inhalt der insgesamt 2 Schraubröhren jeweils auf 

50ml aufgefüllt. Diese wurden 10 min bei 300 x g und 4 °C zentrifugiert, der Überstand 

wurde verworfen und die Zellpellets jeweils in 1ml eiskaltem RB resuspendiert. Alle 

Zellen wurden in eine Schraubröhre gegeben und erneut auf 50 ml mit eiskaltem RB 

aufgefüllt sowie 10 min, 300 x g und 4 °C zentrifugiert. Die PBMC wurden 

anschließend gezählt und für 15 min auf Eis in 70 µl eiskaltem RB+ 10 µl Flebogamma 

(Grifols, Frankfurt, Deutschland) pro 107 Zellen inkubiert. Flebogamma besteht aus 

unbehandeltem, humanem Gamma-Immunglobulin (IgG): IgG1 66.6%, IgG2 28.5%, 

IgG3 2.7%, IgG4 2.2%. Dies diente dazu, unspezifische Antikörperbindungen durch 

die MicroBeads™ (Miltenyi Biotec GmbH, Bergisch Gladbach, Deutschland) zu 

verhindern. Microbeads™ waren in diesem Fall Antikörper gegen das Antigen Cluster 

of Differentiation 14 (CD14) der Monozyten (Ziegler-Heitbrock et al., 2010), gekoppelt 

mit 100 nm großen magnetischen Partikeln (Miltenyi et al., 1990). Zu 80 µl Zellgemisch 

wurden jeweils 20 µl MicroBeads™ gegeben und 15 min bei 4 °C im Dunkeln inkubiert. 
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Nach der Inkubation wurde das Zellgemisch 10 min bei 300 x g und 4 °C gewaschen 

und in 1 ml eiskaltem RB resuspendiert. Somit konnten die Monozyten in einer LS- 

Säule (Miltenyi Biotec GmbH) mit einer Stahlmatrix gegeben werden, um die ein 

Magnetfeld mit einem MidiMACS (Miltenyi Biotec GmbH) angelegt war (Abbildung 2).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 2: Schematische Darstellung der magnetisch aktivierten 

Zellsortierung. 

1: MACSTM LS-Säule, 2: Stahlmatrix, 3: MidiMACSTM Magnet mit Nord- (=N) und 

Südpol (=S). 

 

Nach mehrmaligem Spülen der Säule mit eiskaltem RB konnten somit nach 

Entfernung des Magnetfeldes die aufgereinigten Monozyten in 4 ml eiskaltem RB in 

einem Rundboden-Polypropylenröhrchen (Sarstedt) eluiert werden. Die Monozyten 

wurden bis zur weiteren Verarbeitung auf Eis in RB gelagert. 

 

2.2. Zellzählung 
 

Die Zellzählung der Monozyten erfolgte mithilfe der Neubauer-Zählkammer (Brand, 

Berlin, Deutschland). Hierbei wurden 10 µl der Zelllösung in die Zählkammer gegeben 

und anschließend wurden alle Zellen gezählt, die sich in den Großquadranten der 

Kammer (Abbildung 3) befanden. Aus dieser Gesamtzahl wurde wiederum ein 
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Durchschnittswert für einen Großquadrant gebildet, der mit dem Verdünnungs- und 

Kammerfaktor korrigiert wurde, sodass sich eine Zellkonzentration für die 

Ursprungslösung ergab. Der Kammerfaktor betrug hier stets 10.000. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3: Zählfelder der Neubauer Zählkammer 

Die Felder, die zur Zellzählung der Monozyten verwendet wurden, sind grün umrandet. 

 

2.3. Zellkultur 
 

Alle Präparationsarbeiten und Zellkulturarbeiten wurden an einer Sterilwerkbank 

Herasafe™ (Thermofisher, Waltham, USA) durchgeführt. Zur Inkubation bei 37 °C in 

einer 5 % (v/v) CO2/Luft-Atmosphäre wurde ein Brutschrank (Binder, Tuttlingen, 

Deutschland) benutzt. 

Die Monozyten wurden stets in glukosefreiem RPMI 1640 (Thermofisher) + 10 % (v/v) 

humanem AB Serum (Sigma-Aldrich, Hamburg, Deutschland) kultiviert. 

Um eine Störung der Experimente durch die eventuell vorhandene Restglukose im 

Humanserum zu vermeiden, wurde das Serum gegen insgesamt 3000 ml 

glukosefreies RPMI (cc-pro, Oberdorla, Deutschland) in einer 70 ml Kassette mit 

einem Molekulargewicht-Trennwert von 2,0 kDa dialysiert. Die Dialyse wurde in zwei 

Zyklen von 24 h bei 4 °C durchgeführt, dabei wurde eine Kassette in jeweils 1500 ml 

Dialysemedium in einem autoklavierten 2 L Becherglas (Thermofisher) inkubiert und 

das Dialysat nach 24 h durch 1500 ml frisches Medium ersetzt. Das Dialysemedium 

wurde konstant bei 200 rpm durchmischt (MR 3000, Heidolph Instruments, 

Schwabach, Deutschland) (Abbildung 4). 
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Abbildung 4: Schematische Darstellung der Serumdialyse gegen RPMI 1640 

ohne Glukose.  

Das Becherglas wurde zusammen mit dem magnetischen Rührfisch autoklaviert. 

Während der Inkubation im Kühlschrank wurde die Öffnung des Becherglases luftdicht 

und steril mit Aluminiumfolie verschlossen. 1: Becherglas, 2: Dialysat, 3: 

Dialysekassette, 4: Kassettenmembran mit Sicht auf Humanserum, 5: Magnetischer 

Rührfisch 

 

Nach Isolation wurden die Monozyten 10 min mit glukosefreiem RPMI ohne 

Serum bei 300 x g, 4 °C gewaschen und anschließend in RPMI + 10% (v/v) 

dialysiertem humanes AB Serum resuspendiert. Nach der experimentellen 

Etablierungsphase wurden für die Inkubation bei 37 °C und 5 % (v/v) CO2/Luft 

folgende Zellkulturbedingungen festgelegt: Die Monozyten wurden jeweils in Aliquots 

von 300 µl bei einer Zelldichte von 107 Zellen/ml in 13 ml Rundboden Polypropylene 

Röhrchen (Sartstedt) unter konstantem Orbitalschütteln bei 120 rpm (KS250basic, 

IKA-Labortechnik, Staufen, Deutschland) inkubiert. Um trotz Steriliät einen 

ausreichenden Gasaustausch zu ermöglichen, wurden die Kappen lose auf die 

Röhrchen-Öffnung gesetzt. Diese Zellkultivierung ermöglichte eine konstante 

Homogenisierung des Zellgemisches bei gleichzeitiger Verhinderung einer vorzeitigen 

Adhäsion der Monozyten an der Röhrchen-Oberfläche. Hierdurch entfielen die 

Notwendigkeit einer manuellen Homogenisierung der Zelllösung mit der Pipette und 

das Einbringen von Luftblasen, welche die Messwerte bei der 

Sauerstoffverbrauchsmessung hätten verfälschen können. (Abbildung 5) 
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Abbildung 5: Schematische Darstellung der Schüttelkultur für Humane 

Monozyten. 

Die Rundbodenröhrchen befanden sich auf dem Schüttler in vertikaler Position. Ein 

Röhrchen-Halter ist nicht mit abgebildet. 1: Lose Kappe, 2: 13 ml Rundboden PP 

Röhrchen, 3: 300 µl Zellgemisch, 4: Schüttlerplatte 

 

2.4. Reagenzien in der Zellkultur und Sauerstoffverbrauchsmessung 
 

Lipopolysaccharid (LPS) von Escherischia Coli O127:B8 (Sigma-Aldrich) wurde 

in einer Konzentration von 1 mg/ml in PBS (phosphate buffered saline: A. dest. + 

0,15 M NaCl + 10 mM Na2HPO4, pH 7.4, Deutsches Rheumaforschungszentrum 

Berlin) gelöst und bei -20°C aufbewahrt. Aus dieser Stocklösung wurden mit PBS 

Arbeitslösungen mit einer Konzentration von 10 µg/ml hergestellt. In den Experimenten 

betrug die LPS Konzentration stets 100 ng/ml. LPS bindet an CD14 auf der Oberfläche 

von Monozyten und löst im Rahmen einer Sepsis eine massenhafte Produktion pro-

inflammatorischer Zytokine – den sogenannten Zytokinsturm – aus. LPS ist ein weit 

verbreitetes Stimulans, um die entzündlichen Funktionen menschlicher Monozyten im 

Rahmen der Sepsis zu untersuchen (Cavaillon, 2018). 

Myxothiazol ist ein Antibiotikum und wird aus dem Bakterium Myxococcus fulvus 

gewonnen. Es hemmt irreversibel den Komplex III der mitochondrialen Atmungskette 

und eignet sich deswegen gut für eine zeitstabile Senkung der mitochondrialen ATP- 

Produktion (Thierbach and Reichenbach, 1981, Buttgereit and Brand, 1995). 

Myxothiazol wurde in Dimethylsulfoxid (DMSO) (beide von Sigma-Aldrich) bei einer 
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Konzentration von 1 mM gelöst und bei -20 °C aufbewahrt. Aliquots mit 

Konzentrationen von 1, 2, 3, 4, 5 µM dienten als Arbeitslösungen. 

Phorbol 12-myristate 13-acetat (PMA) ist ein Ca2+ Ionophor und aktiviert 

Lymphozyten und Monozyten unspezifisch über die Proteinkinase C. Es führt bei 

Monozyten u.a. zur Produktion intrazellulärer Sauerstoffradikale (French et al., 1990). 

PMA (Sigma-Aldrich) wurde in 70 % (v/v) Ethanol/H2O (Deutsches 

Rheumaforschungszentrum) in einer Konzentration von 1 mg/ml gelöst. Aus dieser 

Stocklösung wurden mit PBS Arbeitslösungen in einer Konzentration von 10 µg/ml 

hergestellt. 

Brefeldin A (BFA) ist ein Antibiotikum und wird bei Monozyten zur Blockierung 

der Proteinsekretion eingesetzt. BFA wirkt durch Störung der Funktion der 

Translokation von Proteinen zum Golgi-Apparat (Schuerwegh et al., 2001, Paek, 

2018). BFA wurde in 70% (v/v) Ethanol/H2O (Deutsches Rheumaforschungszentrum) 

in einer Konzentration von 1 mg/ml gelöst, aliquotiert und bis zur Verwendung bei -

20 °C gelagert. 

Carbonylcyanid-p-trifluoromethoxyphenylhydrazon (FCCP) ist ein H+ Ionophor, 

welches die mitochondriale Atmungskette entkoppelt und den Sauerstoffbedarf der 

Mitochondrien erhöht (Wolf et al., 2019). FCCP wurde in DMSO in einer Konzentration 

von 40 mM gelöst und bis zur Verwendung bei -20 °C aufbewahrt. Aliquots mit einer 

Konzentration von 10 mM dienten als Arbeitslösung. 

VAS2870 inhibiert die NADPH Oxidase (NOX) durch Alkylierung von Cystein-

Resten in der Dehydrogenase-Domaine des Enzyms (Reis et al., 2020). VAS2870 

(Sigma-Aldrich) wurde in DMSO in einer Konzentration von 50 mM gelöst und 

aliquotiert. Die Aliquots wurden bis zum Verbrauch bei -20 °C aufbewahrt. 

Oligomycin A blockiert die mitochondriale ATP Produktion an der ATPase 

(Knowles and Kaplan, 1980). Oligomycin A (Sigma-Aldrich) wurde in DMSO in einer 

Konzentration von 5 mM gelöst und in einer Konzentration von 1 mM aliquotiert. Die 

Aliquots dienten als Arbeitslösung und wurden bis zum Verbrauch bei -20 °C 

aufbewahrt. 

 

2.5. Messung des Sauerstoffverbrauches mit der Clark Elektrode 
 

Die Messung des Sauerstoffverbrauches der Monozyten erfolgte 

amperometrisch mithilfe einer Clark Elektrode. Die Clark-Elektrode besteht aus einer 
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Platin-Kathode und Silberchlorid-Anode, verbunden durch eine Kaliumchlorid 

Elektrolytlösung (Abbildung 6).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 6: Schematische Darstellung der Clark-Elektrode. 

1: Membranhalter mit Polypropylenmembran, hier wird die Elektrolytlösung 

hineingegeben. 2: Glasspitze mit Platinkathode, 3: Anode mit Silberchlorid-

Beschichtung, 4: Elektrodenkörper, 5: Elektrodenkabel. 

 

Die Spannung an der Kathode wird bei ca. -0,8 mV gehalten, sodass Silber zu 

Silberionen reduziert wird und darauffolgend Silberchlorid mit den Chloridionen bildet. 

Gleichzeitig diffundiert Sauerstoff durch die Polypropylen Elektrodenmembran aus der 

getesteten Lösung in die Elektrolytlösung nach und wird an der Kathode reduziert, 

wobei Hydroxydionen entstehen. Hierbei entsteht Strom, proportional zum 

Sauerstoffgehalt der getesteten Lösung (Clark et al., 1953). 

Die Clark Elektrode (SI130 Microcathode electrode, Strathkelvin, Schottland, 

Großbritannien) war an einem Messsystem (SI782 Meter, Strathkelvin) angeschlossen 

und in einer Messkammer (MT200, Strahkelvin) eingebaut. Eine Warmwasserquelle 

Pilot-One™, (Huber, Berching, Deutschland) war an der Messkammer mit zwei PVC-

Schläuchen (Raufilam®, Rehau, Rehau, Deutschland) verbunden. Um die Temperatur 

der Messkammer auf 37,0 °C zu halten, wurde die Warmwasserpumpe auf 1500 rpm 

und 37,4 °C eingestellt. Inhibitoren wurden mithilfe einer 1 µl Glaspipette (Hamilton, 

Reno, USA) durch den Polykarbonatstöpsel in die Messkammer gegeben. (Abbildung 

7) Insgesamt wurde in keiner Messung mehr als 1 µl zusätzliche Flüssigkeit in die 

Kammer gegeben, alle Flüssigkeiten wurden auf 37,0 °C in einem Wasserbad (GFL, 

Burgwedel, Deutschland) vorgewärmt. 
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Abbildung 7: Aufbau Clark-Elektrode, Messkammer (ohne Magnetrührstation). 

Die Elektrodenmembran bildete  die Unterseite der Messkammer. 1: Polykarbonat-

stöpsel, 2: Stöpselkanal zur Gabe von Flüssigkeiten in die Messkammer, 3: 

Glaskammer mit 37,0 °C Wasser, 4: 100 µl Zellgemisch, 5: Magnetischer Rührfisch, 6: 

Warmwasser Ein- und Ausfuhr, 7: Versiegelung Warmwasserkammer, 8: 

Clarkelektrode   

 

Das Kalibirieren der Clark Elektrode erfolgte täglich vor dem Anfang der 

Experimente. Zur Festlegung des Sauerstoff Nullniveaus wurde eine 

2% (w/v) Natriumsulfit (Sigma-Aldrich) Lösung in die Kammer gegeben. Zur 

Kalibirierung des Sauerstoff Höchstniveaus wurden 25 µl Aqua destillata (A. dest.). in 

die Kammer pipettiert und der magnetische Rührer auf 200 rpm eingestellt, um das 

A. dest. mit Luft zu sättigen. Ein Barometer (Fischer, Drebach, Deutschland) diente zur 

täglichen Messung des Luftdruckes, dieser wurde in der Software des Herstellers 

eingegeben (Strathkelvin) und diente zur Festlegung der höchstmöglichen 

Konzentration an gelöstem Sauerstoff im A. dest.. Während der gesamten Zeit der 

Kalibrierung wurde darauf geachtet, luftstromerzeugende Geräte wie z.B. sterile 

Werkbänke oder Zentrifugen auszuschalten. Der Luftdruck und die 

Sauerstoffkonzentration bei Luftsättigung wurden dokumentiert. Zur Messung wurden 

120 µl der Zellsuspension mit 3 – 9,0 106 Zellen/ml in die Kammer gegeben. 
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Abbildung 8: Exemplarische Darstellung der Bestimmung des 

Sauerstoffverbrauches mithilfe der Clark-Elektode. 

Die Abnahme der Sauerstoffkonzentration über den Zeitraum Δt ergibt den 

Sauerstoffverbrauch (hellrot dargestellt). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 9: Zeitprotokoll der Sauerstoffverbrauchsmessungen humaner 

Monozyten nach jeweils 2 und 6 Stunden Inkubation. 

1: nach 15 min Gabe von 50 µM VAS2870, 2: nach 25 min Gabe von 1 µM Oligomycin 

A, 3: Nach 33 min Gabe von 20 µM FCCP, 4: Reservekapazität, 5: NAS, 6: MAS, 7: 

VAS2870 und Oligomycin A insensitiver Sauerstoffverbrauch, 8: Basalatmung. 
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Dabei wurden die Zellen aus dem Röhrchen durch umgekehrtes Pipettieren 

entnommen, sowohl im Röhrchen als auch in der Kammer vorsichtig homogenisiert. 

Vor der Messung wurden 10 µl zur Zellzählung entnommen und der 

Sauerstoffverbrauch auf die Anzahl der Zellen normalisiert. Nach der Zellzählung 

wurde der Magnetrührer aktiviert und die Kammer mit dem Polykarbonatstöpsel 

verschlossen. Nach einer 10-minütigen Gewöhnungsphase konnte die Basalatmung 

der Zellen gemessen werden. Der Sauerstoffverbrauch wurde in der Software über 

einen Zeitraum von 5 min gemessen (Abbildung 8). 

Die Bestimmung des NOX-Assoziierten Sauerstoffverbrauches (NAS), der 

Basalatmung und des Sauerstoffverbrauches assoziiert mit der mitochondrialen ATP-

Produktion (MAS) erfolgte nach 2 und 6 Stunden Inkubation. Nach der Gabe von 

VAS2870, Oligomycin A und wurde eine Gewöhnungsphase von 5 min, nach der Gabe 

von FCCP von 3 min angewandt, um die Vergleichbarkeit der Ergebnisse zu 

gewährleisten (Abbildung 9). Alle Messungen wurden mithilfe der mitgelieferten 

Software ausgewertet. 

 

2.6. Durchflusszytometrie  
 

2.6.1. Allgemeines 
 

In der Durchflusszytometrie werden Zellen mithilfe eines Laserstrahls 

charakterisiert. Die Zellen fließen in Laminarströmung an einer oder mehreren 

Laserquellen vorbei und zerstreuen das Licht aufgrund ihrer Größe 

(Vorwärtsstreulicht bzw. Forward Scatter, FSC) sowie ihrer Granularität und 

Membranfaltung (Seitwärtsstreulicht bzw. Side Scatter, SSC). Außerdem entsteht an 

den Zellen nach dem Kontakt mit dem Laserstrahl ein messbares Fluoreszenzsignal. 

Zusätzlich können Fluorochrom-markierte Antikörper unterschiedlicher 

Emissionsspektra dazu dienen, in derselben Probe unterschiedliche Antigene der 

Zellen zu markieren. Die Intensität des Fluoreszenzsignals gibt Auskunft über die 

Menge an gebundenen Antikörpern und somit über die Menge an Antigen der Zelle. 

Weiterhin können auch Stoffe verwendet werden, welche nicht an Antikörper 

konjugiert sind (Radcliff and Jaroszeski, 1998). Die verwendeten Farbstoffe und 

Antikörper sind in Tabelle 1 zusammengefasst. Als Kontrollen wurden im Rahmen 

der durchflusszytometrischen Experimente stets ungefärbte Zellen als 
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Negativkontrollen sowie Einzelfärbungen als Kompensationskontrollen mitgeführt. 

Isotypen-Kontrollen wurden lediglich bei der Etablierung der Färbeprotokolle 

mitgeführt, um die effektive Blockade von unspezifischen, Fc-Rezeptor-vermittelten 

Färbungen mittels humanem IgG (siehe z.B. 2.6.2.) zu überprüfen. Isotypen-

Kontrollen (Tabelle 1) wurden gemäß der europäischen Leitlinie für 

Durchflusszytometrie nach der Etablierungsphase nicht mehr im Rahmen der 

Experimente mitgeführt, da sie – ausgenommen der im Rahmen der Etablierung 

untersuchten, Fc-Rezeptor vermittelten unspezifischen Färbung – keine verlässliche 

Aussage über unspezifische Färbungen liefern (Cossarizza et al., 2017). 

 

Tabelle 1: Liste der Antikörper und Farbstoffe, welche in der 

Durchflusszytometrie verwendet wurden. 

n/a = nicht anwendbar. 

 

Antikörper/ 
Farbstoffe 

Konjugiertes 
Fluorochrom 
(Abkürzung)  

Exzitation/ 
Fluoreszenz 
(nm) 

Hersteller Herkunftspezies 
und 
Isotypenkontrolle 

Verdünnung 

anti-CD14 Allophycocyanin-
Cy7  
(APC-Cy7) 

650/767 Biolegend Maus IgG2a, κ 1:25 

anti-CD14 Phycoerythrin-
Vio770 
(PE-Vio770) 

565/619 Miltenyi REA599, 
rekombinant 

1:50 

anti-CD16 PE-Vio770 565/619 Miltenyi REA423, 
rekombinant 

1:50 

anti-CD16 VioBlue 400/452 Miltenyi Maus IgMκ 1:11 

anti-CD80 Allophycocyanin 
(APC) 

652/660 Miltenyi Maus IgG1κ 1:11 

anti-CD11b Phycoerythrin  
(PE) 

565/619 Deutsches 
Rheumaforschungs 
-zentrum (DRFZ) 

Maus IgG2b 1:100 

anti-HLA-
DR 

VioBlue 400/452 Miltenyi Maus IgG2aκ 1:11 

anti-hTNF-
α 

Allophycocyanin-
Vio770 
(APC-Vio770) 

656/775 Miltenyi Mensch IgG1 1:50 

anti-hIL-1β PE 565/619 Thermofisher Maus IgG1 1:10 

anti-hIL-6 APC 652/660 Miltenyi Ratte IgG1κ 1:11 

7AAD n/a 488/647 BD Pharmingen n/a 1:20 

Annexin-V PE 565/619 Biolegend n/a 1:200 

Annexin-V Fluorescin 
Isothiocyanat 
(FITC) 

495/520 Biolegend n/a 1:400 

Zombie 
Green 

n/a 488/515 Biolegend n/a 1:400 

CM-
H2DCFDA 

n/a 492–
495/517–
527 

Thermofisher n/a 5 µM 
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2.6.2. Präparation der Monozyten 
 

Nach der Präparation der Monozyten wurden jeweils 105 Monozyten in 1,5 ml 

Eppendorf-Gefäße (Sarstedt) mit eiskaltem RB gegeben. Sie wurden 8 min bei 300 x g 

mit 900 µl 4 °C gekühltem PBS (Deutsches Rheumaforschungszentrum Berlin, 

Deutschland) gewaschen und 10 min auf Eis in 10 µl Flebogamma inkubiert. Daraufhin 

wurden sie mit eiskaltem RB, mit oder ohne Anti-CD14-APC-Cy7 (Biolegend, San 

Diego, USA), in insgesamt 100 µl für weitere 15 min auf Eis inkubiert. Anschließend 

wurden sie 2-mal 8 min bei 300 x g, 4 °C mit PBS gewaschen und in 100 µl Binding 

Buffer (Biolegend) mit oder ohne 7-aminoactinomycin-D (7-AAD) (Becton Dickinson) 

oder FITC-Annexin-V (Biolegend) 15min bei Raumtemperatur gefärbt. Annexin-V 

bindet Kalzium-abhängig Phosphatidylserin-Reste welche im Rahmen der Apoptose 

vermehrt an der Zelloberfläche zu finden sind (van Engeland et al., 1998). Die Färbung 

wurde mit 400µl zusätzlichem Binding Buffer gestoppt und die Proben an einem 

Durchflusszytometer FACS-Canto™ II (Becton Dickinson) gemessen. Als lebend 

wurden Zellen bezeichnet, wenn sie weder Annexin-V noch 7-AAD positiv waren. Die 

Gatingstrategie wird in Abbildung 10 verdeutlicht. 

 

 

Abbildung 10: Gating-Strategie bei der durchflusszytometrischen Kontrolle der 

Monozytenisolation. 

G1: Ausschluss von Zelldebris, G2: Ausschluss von Zelldubletten, G3: Ausschluss von 

apoptotischen und toten Zellen. G4: Erfassung der Reinheit nach CD14-Expression. 
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2.6.3. Lagerung der  Monozyten bis zur Messung 
 

Nach einer Inkubation in der Schüttelkultur wurden vor jeder Färbung der 

Monozyten vor der Durchflusszytometrie die Rundbodenröhrchen 5 min auf Eis gelegt. 

Nach Zugabe von 1 ml eiskaltem RB und weiteren 15 min Inkubation auf Eis sowie 

vorsichtigem Pipettieren alle 5min wurden die Monozyten in 1,5 ml Eppendorf-Gefäße 

gegeben. Anschließend wurden sie zweimal 8 min mit PBS bei 300 x g, 4 °C 

gewaschen. Die Proben wurden nach der Färbung immer auf Eis gelagert und vor Licht 

geschützt. 

 

2.6.4. Messung der intrazellulären reaktiven Sauerstoffspezies  
 

 

Abbildung 11: Gating-Strategie bei der durchflusszytometrischen Messung der 

iROS menschlicher Monozyten. 

G1: Ausschluss von Zelldebris, G2: Ausschluss von Zelldubletten, G3: Ausschluss von 

toten und apoptotischen Zellen, G4: Ausschluss von CD14-negativen Zellen, G5: 

Erfassung der CM-H2DCFDA-positiven Zellen. 

 

Zur Messung der intrazellulären Sauerstoffspezies (iROS) wurden die 

Monozyten nach Isolation 30 min bei 37 °C in PBS mit 5 µM 5-(und-6)-chloromethyl-

2′,7′-dichlorodihydrofluorescein diacetate (CM-H2DCFDA) inkubiert. Anschließend 

wurden die Zellen 10 min bei Raumtemperatur mit PBS gewaschen und in Medium  
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mit oder ohne DMSO, LPS und/oder Myxothiazol für weitere 2 Stunden inkubiert. 

Eine Probe mit PMA diente als Positivkontrolle. Nach der Inkubation wurden die 

Monozyten 10 min bei Raumtemperatur und 300 x g mit RB gewaschen und 

entnommen. Sie wurden in 100 µl Binding Buffer mit oder ohne 7-AAD, Annexin-

V-PE 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach Zugabe von 400 µl Binding 

Buffer wurden sie anschließend an einem Durchflusszytometer FACS-Canto™ II 

(Becton Dickinson) gemessen. Die Gatingstrategie wird in Abbildung 11 verdeutlicht. 

 

2.6.5. Phagozytoseaktivität 
 

Die Bestimmung der Phagozytoseaktivität der Monozyten erfolgte mithilfe des 

Phagotest® (Glycotype, Heidelberg, Deutschland) nach Angaben des Herstellers. Der 

Phagotest® basiert auf die Phagozytose von FITC-markierten E. coli durch die 

Monozyten und die darauffolgende Messung der Fluoreszenz im FITC Kanal am 

Durchflusszytometer. Nach der Inkubation wurde das Signal nicht phagozytierter 

Bakterien mithilfe einer Quench™Lösung für die spätere Messung unterdrückt. Eine 

Desoxyribonukleinsäure (DNA)-Färbelösung erlaubt außerdem das Unterscheiden der 

Zellen von den Bakterien, da Zellen nach Färbung ihrer DNA ein intensiveres 

Fluoreszenzsignal aussenden als Bakterien. Die Inkubationszeit betrug hier eine 

Stunde in Medium mit oder ohne DMSO, LPS und Myxothiazol. Eine Kontrolle blieb 

auf Eis stehen. Die Proben wurden an einem Durchflusszytometer FACS-Canto™ II 

(Becton Dickinson) gemessen. 

 

2.6.6. Oberflächenmarker und intrazelluläre Zytokine 
 

Zur Bestimmung der Oberflächenantigene wurden die Monozyten 4 Stunden in 

der Schüttelkultur mit oder ohne DMSO, LPS und Myxothiazol inkubiert. Zur 

Bestimmung der intrazellulären Zytokine wurden die Monozyten 1 h mit oder ohne 

DMSO, LPS und Myxothiazol, anschließend mit zusätzlich 10 µg/ml BFA für eine oder 

3 Stunden inkubiert. Nach der Inkubation wurden die Monozyten entnommen und 

10 min auf Eis in 10 µl Flebogamma inkubiert. Anschließend wurden 100 µl RB mit 

oder ohne die Antikörper anti-CD14-APC-Cy7, anti-CD14-Pe-Vio770 anti-CD16-PE-

Vio770, anti-CD16-Vioblue anti-HLA-DR-VioBlue, anti-CD80-APC und anti-CD11b-PE 

hinzugegeben und die Zellen weitere 15min auf Eis inkubiert. Bei der Färbung der 
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Oberflächenmarker wurden die Zellen nach einem weiteren Waschgang 8 min mit PBS 

bei Raumtemperatur und 300 x g in Binding Buffer mit oder ohne Annexin-FITC 

und/oder 7-AAD 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurden 400 µl 

Binding Buffer zu jeder Probe gegeben und die Proben wurden an einem 

Durchflusszytometer FACS-Canto™ II (Becton Dickinson) gemessen. Die Gating 

Strategie wird in Abbildung 12 verdeutlicht. 

 Bei der Färbung der intrazellulären Zytokine wurden die Zellen 8min mit RB bei 

4 °C und 300 x g gewaschen und in 100 µl PBS mit oder ohne Zombie Green 

resuspendiert und 10 min inkubiert, um tote Zellen bei der darauffolgenden Messung 

auszuschließen. Zombie Green ist ein fixierbarer Farbstoff, welcher nur die Membran 

toter Zellen durchdringen kann. Nach einem erneuten Waschgang mit RB bei 

Raumtemperatur wurden die Zellen mithilfe des Inside Stain Kit (Miltenyi) fixiert und 

weitergefärbt.  

 

 

Abbildung 12: Gating-Strategie bei der durchflusszytometrischen Messung der 

Expression der Oberflächenmarker CD16, CD11b, CD80 und HLA-DR bei 

menschlichen Monozyten. 

G1: Ausschluss von Zelldebris, G2: Ausschluss von Zelldubletten, G3: Ausschluss von 

apoptotischen und toten Zellen, G4: Ausschluss von CD14-negativen Zellen, G5: 

Erfassung der positiven Zellen nach Färbung mit Antikörpern gegen CD16, CD11b, 

CD80 und HLA-DR. 
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Die Zellen wurden in 250 µl RB + 250 µl InsideFix 20 min bei Raumtemperatur 

inkubiert, 10 min bei Raumtemperatur und 700 x g mit InsidePerm gewaschen und 

anschließend in 100 µl InsidePerm mit oder ohne die Antikörper anti-IL-6-APC, anti-

TNF-α-APC-Vio770 und anti-IL-1β-PE für 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach 

einem Waschgang mit RB bei Raumtemperatur wurden die Proben in 400 µl RB 

resuspendiert und an einem Durchflusszytometer FACS-Canto™ II (Becton Dickinson) 

gemessen. Die Gating Strategie wird in Abbildung 13 verdeutlicht. 

 

 

Abbildung 13: Gating-Strategie bei der durchflusszytometrischen Messung des 

intrazellulären Gehalts an TNF-α, IL-1β und IL-6 menschlicher Monozyten. 

G1: Ausschluss von Zelldebris, G2: Ausschluss von Zelldubletten, G3: Ausschluss von 

toten Zellen, G4: Ausschluss von CD14-negativen Zellen, G5: Erfassung der positiven 

Zellen nach Intrazellulärer Färbung mit Antikörpern gegen TNF-α, IL-1β und IL-6. 

 

2.7. Messung des intrazellulären ATP-Gehaltes 
 

Zur Bestimmung des intrazellulären ATP Gehaltes wurden die Monozyten 

3 Stunden in der Schüttelkultur mit oder ohne DMSO, LPS und Myxothiazol inkubiert. 

Das ATP Bioluminescene Assay Kit CLS II (Sigma-Aldrich) wurde hierzu verwendet. 

Nach der Inkubation wurden die Monozyten 10 min auf Eis gelegt, 10 min mit eiskaltem 

PBS bei 300 x g und 4 °C gewaschen und anschließend in 100µl Verdünnungspuffer 
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resuspendiert. Es wurden 100 µl Lysepuffer hinzugefügt und die Zellen wurden 5 min 

bei Raumtemperatur inkubiert, danach auf Eis gelagert. Das Lysat wurde 1:10 mit 

Verdünnungspuffer verdünnt und 50 µl wurden in einer schwarzen 96-Well Lumox® 

Platte gegeben. Eine Mischung aus 10 µl Lysepuffer + 190 µl Verdünnungspuffer 

diente als Negativkontrolle. Mithilfe einer 12-Kanal Pipette (Abimed, Langenfeld, 

Deutschland) wurden die 50 µl Luciferase zeitgleich in allen Proben und 

Kontrollkammern gegeben. Die Messung der Fluoreszenz erfolgte an einem Synergy 

HAT Plattenleser (BioTek, Bad Friedrichshall, Deutschland). 

 

2.8. Statistische Auswertung 
 

Alle gewonnenen Daten wurden mit Microsoft Excel (Version 2007, Microsoft, 

USA) und Prism (Version 6, Graphpad, San Diego, USA) ausgewertet. Zur Auswertung 

der durchflusszytometrischen Messungen wurde die Software Flowjo v7.6.5 (BD 

Biosciences, San Jose, USA) verwendet. Alle Daten wurden als Mittelwerte ± 

Standardfehler (SEM) angegeben. Bei unabhängigen Gruppen wurde die statistische 

Signifikanz mit dem nicht parametrischen Mann-Whitney-U Test, bei abhängigen 

Gruppen mit dem nicht parametrischen Wilcoxon Test erfasst. Statistisch signifikant 

waren Unterschiede, bei denen die Irrtumswahrscheinlichkeit p < 0,05 war. 
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3. Ergebnisse 
 

3.1. Titration Myxothiazol 
 

Die Basalatmung ruhender Monozyten nach 2 Stunden Inkubation betrug 566 ± 

11.63 pmol/min/106 Zellen. Eine Behandlung mit steigenden Mengen an Myxothiazol 

reduzierte die Basalatmung auf 419,7 ± 47,71 (2 pmol Myxothiazol /106 Zellen; MYX1 

Belastung), 293,0 ± 19,81 (3 pmol /106 Zellen) und 189,3 ± 54,52 pmol/min/106 Zellen 

(4 pmol /106 cells; MYX2 Belastung), was einer Reduktion der Basalatmung von jeweils 

25 %, 50 % und 66 % entspricht. (Abbildung 14) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 14: Titration von Myxothiazol an menschlichen Monozyten in 

glukosefreiem RPMI Medium mit 10 % (v/v) glukosefreiem humanem AB 

Serum/RPMI. 

Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/Kulturmedium. Die 

Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte 

sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 3 (4 pmol) bis 6 (Kontrolle, 2 pmol, 3 

pmol) unabhängige Experimente ohne Replikate (*p < 0,05 Wilcoxon signed rank test, 

#p < 0,05 Mann-Whitney U Test). 

 

3.2. Vitalität der Zellen nach Inkubation 
 

Nach 6 Stunden Inkubation unter glukosefreien Bedingungen mit oder ohne 

Myxothiazol und/oder LPS ergaben sich zwischen den Behandlungen statistisch 

signifikante Unterschiede im Anteil lebender Zellen.  
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Verglichen zur unbehandelten Kontrolle reduzierte die MYX1 Belastung den 

Anteil lebender Zellen von 86.38 ± 5.79 auf 82,12 % ± 5,82 (p = 0,0475). Die 

Stimulation mit LPS verminderte  den Anteil lebender Zellen auf 75,02 % ± 5,74 

(p = 0,0434, Abbildung 15) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 15: Vitalität von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) 

menschlichen Monozyten unter glukosefreien Bedingungen. 

Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/Kulturmedium. Die 

Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte 

sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 6 unabhängige Experimente ohne 

Replikate (*p < 0,05 Wilcoxon signed rank test). 

 

Die Kombination von Stimulation mit LPS und Behandlung mit Myxothiazol hatte 

keinen messbaren Einfluss auf den Anteil lebender Monozyten nach 6 Stunden 

Inkubation. Es wurde mit den Myxothiazol-Mengen 2 pmol/106 Zellen und 4 pmol/106 

Zellen gearbeitet, diese wurden jeweils MYX1 Belastung und MYX2 Belastung 

benannt. 

 

3.3. Titrationen von VAS2870, Oligomycin A und FCCP 
 

Nach 2 Stunden Inkubation unter glukosefreien Bedingungen ergaben die 

Titrationen von VAS2870 50 µM als geeignete Konzentration, um den Anteil an ROS 

Produktion der Basalatmung nachzuweisen. Diese Konzentration erwies sich sowohl 

Unstimuliert 
100 ng/ml LPS 
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für die Experimente mit der Clark-Elektrode als auch für die durchflusszytometrischen 

Experimente als geeignet (Abbildung 16). Die geeigneten Konzentrationen für 

Oligomycin A und FCCP waren jeweils 1 µM und 20 µM (Abbildung 17). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 16: Ergebnisse der Titration von VAS2870 bei ruhenden 

menschlichen Monozyten unter glukosefreien Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse nach 2 Stunden Inkubation in der Clark Elektrode 

(links) und nach 2 Stunden Inkubation in der Anwesenheit von 100 ng/ml LPS und 

Färbung der iROS mittels CM-H2DCFDA (rechts), in beiden Fällen n = 1 (MFI = 

Mediane Fluoreszenzintensität). 
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Abbildung 17: Titration von Oligomycin A und FCCP bei ruhenden menschlichen 

Monozyten unter glukosefreien Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse der Titrationen von Oligomycin A (links) und FCCP  

(rechts) bei ruhenden Monozyten nach 2 Stunden Inkubation in der Clark-Elektrode, in 

beiden Fällen n = 1.  

 

3.4. Basalatmung 
 

Nach 2 Stunden Inkubation stieg die Basalatmung der Monozyten nach einer 

Stimulation mit LPS um etwa 82 % (Abbildung 18). Die MYX1 Belastung reduzierte 

diesen Effekt auf eine Zunahme um nur etwa 30 %. Nach der Behandlung mit der 

MYX2 Belastung blieb der Anstieg der Basalatmung vollständig aus. Die Basalatmung 

der mit LPS stimulierten Monozyten wiesen signifikante Unterschiede auf, es zeigte 

sich eine Dosis-Wirkungsbeziehung zur eingesetzten Myxothiazol-Menge. Je höher 

die eingesetzte Menge an Myxothiazol, desto niedriger war die messbare 

Basalatmung. Nach einer Inkubation von 6 Stunden war die ursprüngliche Dosis-

Wirkungsbeziehung nicht mehr nachzuweisen, lediglich die nicht mit Myxothiazol 

behandelten Monozyten wiesen in der LPS-stimulierten Gruppe eine signifikant höhere 

Basalatmung auf. 
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Abbildung 18: Basalatmung von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) 

menschlichen Monozyten unter glukosefreien Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse nach 2 Stunden (links) und 6 Stunden (rechts) 

Inkubation. Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) 

DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für 

eine Million Zellen. Werte sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 11 (links) und 

n = 9 (rechts) unabhängige Experimente ohne Replikate (*p < 0,05, **p < 0,01, 

***p < 0,001, Wilcoxon signed rank test). 

 

3.5. NOX assoziierter Sauerstoffverbrauch 
 

Eine Dosis-Wirkungsbeziehung konnte auch für den NAS der Monozyten 

nachgewiesen werden. Diese ähnelte dem Effekt des Myxothiazols auf die 

Basalatmung: je höher die eingesetzte Menge an Myxothiazol, desto kleiner fiel der 

NAS bei den LPS-stimulierten Monozyten aus. LPS steigerte den NAS bei den nicht 

mit Myxothiazol behandelten Monozyten um etwa 178 %. Der NAS der Monozyten 

unter MYX1 Belastung stieg mit LPS um etwa 85 %, bei einer Belastung mit MYX2 nur 

noch um etwa 61 %. Nach 6 StundenInkubation war der NAS von den mit LPS 

stimulierten Kontrollzellen weiterhin signifikant höher, die Stimulation hatte jedoch auf 

die mit Myxothiazol behandelten Zellen keinen signifikanten Effekt mehr (Abbildung 

19). 
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Abbildung 19: NOX assoziierter Sauerstoffverbrauch (=NAS) von ruhenden und 

stimulierten (100 ng/ml LPS) menschlichen Monozyten unter glukosefreien 

Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse nach 2 Stunden (links) und 6 Stunden (rechts) 

Inkubation. Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) 

DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für 

eine Million Zellen. Werte sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 11 (links) und 

n = 9 (rechts) unabhängige Experimente ohne Replikate (*p < 0,05, **p < 0,01, 

Wilcoxon signed rank test) 

 

3.6. Intrazelluläre reaktive Sauerstoffspezies 
 

Entgegen den Erwartungen, die sich aus den Daten des NAS ableiten ließen, 

hatte die Stimulation der Monozyten mit LPS allein keinen signifikanten Einfluss auf 

ihren iROS-Gehalt. Es gab keinen signifikanten Unterschied zwischen den stimulierten 

und unstimulierten Gruppen sowohl bei den Kontrollzellen als auch unter MYX1 

Belastung. Ebenso gab es keinen signifikanten Unterschied zwischen Kontrollzellen 

und MYX1-Belastung innerhalb der unstimulierten und innerhalb der mit LPS 

stimulierten Gruppen. Die Belastung der Monozyten mit MYX2 führte unabhängig von 

der Stimulation zu einem signifikanten Anstieg der iROS. Dieser ließ sich mit der 

Zugabe von VAS2870 signifikant steigern (Abbildung 20). 

 

 

 



47 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 20: MFI der CM-H2DCFDA Färbung von ruhenden und stimulierten 

(100 ng/ml LPS) menschlichen Monozyten nach 2 Stunden Inkubation unter 

glukosefreien Bedingungen. 

Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/ Kulturmedium. Die 

Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte 

sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 5 (Proben ohne VAS2870) und n=3 

(Proben mit VAS2870) Experimente mit 5 Spendern aus 2 Präparationen, ohne 

Replikate. Für Jede Präparation erfolgte eine Kontrolle mit PMA und H2O2 (jeweils n = 

2) (*p < 0,05, Wilcoxon signed rank test). 

 

3.7. Sauerstoffverbrauch der mitochondrialen ATP Produktion 
 

Der mittlere MAS der Monozyten verhielt sich ähnlich dem NAS: Eine Dosis-

Wirkungsbeziehung konnte hier ebenfalls nachgewiesen werden. Je höher die 

eingesetzte Menge an Myxothiazol, desto niedriger war der MAS. Im Gegensatz zur 

Basalatmung und zum NAS war diese Dosis-Wirkungsbeziehung weiterhin nach 

6 Stunden Inkubation nachzuweisen. Die Stimulation mit LPS bewirkte bei den 

Kontrollzellen lediglich nach 2 Stunden Inkubation einen signifikanten Anstieg des 

MAS um etwa 51 %. Dieser Effekt war nach 6 Stunden Inkubation nicht mehr 

nachzuweisen (Abbildung 21). 

 

 



48 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 21: Sauerstoffverbrauch assoziiert mit der mitochondrialen ATP-

Produktion von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) menschlichen 

Monozyten unter glukosefreien Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse nach 2 Stunden (links) und 6 Stunden (rechts) 

Inkubation. Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) 

DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für 

eine Million Zellen. Werte sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 11 (links) und 

n = 9 (rechts) unabhängige Experimente ohne Replikate (*p < 0,05, **p < 0,01, 

Wilcoxon signed rank test). 

 

3.8. Intrazellulärer ATP Gehalt 
 

Um die die energetische Situation der Monozyten vollständig zu beschreiben, , 

wurde auch der intrazelluläre ATP-Gehalt der Zellen nach 3 Stunden Inkubation 

bestimmt. Der ATP-Gehalt der mit LPS stimulierten Monozyten war signifikant 

niedriger als der ATP Gehalt der unstimulierten Monozyten unabhängig von der An- 

oder Abwesenheit von Myxothiazol. Es zeigte sich außerdem eine Dosis-

Wirkungsbeziehung zwischen der eingesetzten Myxothiazolmenge und dem 

intrazellulären ATP-Gehalt bei den unstimulierten Monozyten. Bei den stimulierten 

Monozyten war ein signifikanter Unterschied jedoch nur zwischen der MYX1- und 

MYX2-Belastung zu messen. Der zelluläre ATP-Gehalt von mit LPS stimulierten 
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Monozyten war unter MYX2-Belastung nur noch 8 % der unstimulierten, nicht mit 

Myxothiazol behandelten Kontrolle (Abbildung 22). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 22: Intrazellulärer ATP Gehalt von ruhenden und stimulierten (100 

ng/ml LPS) Monozyten nach 3 Stunden unter glukosefreien Bedingungen.  

Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/ Kulturmedium. Die 

Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte 

sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 6 unabhängige Experimente ohne 

Replikate (*p < 0,05, Wilcoxon signed rank test). 

 

3.9. Nicht sensitiver Sauerstoffverbrauch 
 

Der nach der Behandlung mit VAS2870 und Oligomycin A nicht beeinflussbare 

Sauerstoffverbrauch war unter keiner analysierten Kondition signifikant von LPS oder 

Myxothiazol verändert (Abbildung 23). 
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Abbildung 23: Durch VAS2870 und Oligomycin A nicht beeinflussbarer 

Sauerstoffverbrauch von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) 

menschlichen Monozyten unter glukosefreien Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse nach 2 Stunden (links) und 6 Stunden (rechts) 

Inkubation. Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/ 

Kulturmedium. Die Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine 

Million Zellen. Werte sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 11 (links) und n = 9 

(rechts) unabhängige Experimente ohne Replikate (Wilcoxon signed rank test, ns = 

nicht signifikant). 

 

3.10. Reservekapazität  
 

Zur genaueren Beurteilung des mitochondrialen Stoffwechsels wurde die 

Reservekapazität der Monozyten bestimmt. Zu allen Zeitpunkten bewirkte die 

Stimulation mit LPS eine signifikante Minderung der Reservekapazität, hiervon 

ausgenommen zeigten sich die mit LPS stimulierten und MYX2 belasteten Monozyten 

nach 6 Stunden Inkubation: hier war ein Effekt nicht mehr messbar. Zu allen 

Zeitpunkten bewirkte bei den unstimulierten Monozyten erst die Belastung mit MYX2 

eine signifikante Minderung der Reservekapazität (Abbildung 24). 
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Abbildung 24: Reservekapazität (Δ Sauerstoffverbrauch) von ruhenden und 

stimulierten (100 ng/ml LPS) menschlichen Monozyten unter glukosefreien 

Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse nach 2 Stunden (links) und 6 Stunden (rechts) 

Inkubation. Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) 

DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für 

eine Million Zellen. Werte sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 11 (links) und 

n = 9 (rechts) unabhängige Experimente ohne Replikate (*p < 0,05, **p < 0,01, 

Wilcoxon signed rank test). 

 

3.11. Oberflächenmarker  
 

Um den Einfluss einer metabolischen Belastung auf dem Oberflächenphänotyp der 

Monozyten zu untersuchen, wurden die Expression mehrerer Aktivierungsmarker 

untersucht. In den mit LPS stimulierten Gruppen führte eine Belastung mit MYX1 zu 

einer Reduktion der CD80-positiven Population und eine Belastung mit MYX2 zu einer 

Steigerung der CD16-positiven Population, in der nicht mit Myxothiazol behandelten 

Gruppe nahm die CD16-positive Population ab. Die Behandlung mit Myxothiazol 

beeinflusste vor allem die Oberflächenmarker HLA-DR und CD11b. Unter MYX1 

Belastung nahm der Anteil an HLA-DR positiven Monozyten signifikant ab 

(Abbildung 22). Die für CD11b positive Population war bei den mit LPS stimulierten 
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Monozyten signifikant erhöht in den Kontrollzellen und nach MYX1 Belastung. Dieser 

Effekt war unter MYX2 Belastung nicht mehr nachzuweisen.  

 

Abbildung 25:  Positivanteil von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) 

Monozyten nach  einer Färbung mit Antikörpern gegen CD80, CD16, HLA-DR und 

CD11b unter glukosefreien Bedingungen. 

Die Färbung der Monozyten erfolgte nach 4 Stunden Inkubation. Die Kontrolle 

entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol 

entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte sind in 

Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 6 unabhängige Experimente ohne Replikate 

(*p < 0,05, **p < 0,01, Wilcoxon signed rank test)  

 

Innerhalb der Gruppe von mit LPS stimulierten Monozyten hatte nur die Belastung 

mit MYX1 einen signifikanten Effekt: die für CD11b positive Population war hier im 

Vergleich zu den Kontrollzellen signifikant erniedrigt (Abbildung 25 und 26).  
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Abbildung 26:  Mediane Fluoreszenzintensität des Positivanteils von ruhenden 

und stimulierten (100 ng/ml LPS) Monozyten nach  einer Färbung mit 

Antikörpern gegen CD80, CD16, HLA-DR und CD11b unter glukosefreien 

Bedingungen. 

Die Färbung der Monozyten erfolgte nach 4 Stunden Inkubation. Die Kontrolle 

entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol 

entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte sind in 

Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 6 unabhängige Experimente ohne Replikate 

(*p < 0,05, **p < 0,01, Wilcoxon signed rank test) 
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3.12. Produktionskinetik inflammatorischer Zytokine 

 

Abbildung 27: Positivanteil von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) 

Monozyten nach  einer Färbung mit Antikörpern gegen IL-1β, TNF-α und IL-6 

unter glukosefreien Bedingungen. 

Dargestellt sind die Ergebnisse für die Zytokine IL-1β (oben mitte), TNF-α (oben links) 

und IL-6 (oben rechts) sowie dazugehörige MFI  der Positivpopulation (jeweils 

unterhalb dargestellt). Die Monozyten wurden nach 1 Stunde Prestimulation mit oder 

ohne LPS mit 10 µg/ml BFA behandelt und nach zusätzlich 1 oder 3 Stunden 

Inkubation gefärbt. Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) 

DMSO/Kulturmedium. Die Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für 

eine Million Zellen. Werte sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 6 unabhängige 

Experimente ohne Replikate (*p < 0,05, **p < 0,01, Wilcoxon signed rank test). 

 

Um den Einfluss einer metabolischen Belastung auf die Produktion 

inflammatorischer Zytokine zu untersuchen, wurden die Zytokine IL-1β, TNF-α und IL-



55 
 

6 bei den Monozyten zu zwei unterschiedlichen Zeitpunkten unter Sekretionsblockade 

gefärbt. Zu allen Zeitpunkten führte die Stimulation mit LPS bei den Monozyten für alle 

Zytokine zu einem Anstieg der Positivpopulation (Daten nicht gezeigt). Am ersten 

Zeitpunkt von 2 Stunden zeigte sich eine signifikante Reduktion von Positivpopulation 

und MFI für IL-6 bei den mit MYX2 belasteten Monozyten im Vergleich zur MYX1 

Belastung. Dieser Effekt konnte zum zweiten Zeitpunkt von 4 Stunden für IL-1β nicht 

mehr nachgewiesen werden, stattdessen trat die signifikante Reduktion zwischen den 

Kontrollzellen und MYX1 Zellen auf (Abbildung 27). Es gab zum Zeitpunkt von 4 

Stunden im Fall der Positivpopulation von IL-6 keinen signifikanten Unterschied 

innerhalb der Gruppe der mit LPS stimulierten Monozyten: die mit MYX2 belasteten 

Monozyten erreichten etwa die gleichen Werte wie die nicht mit Myxothiazol 

behandelten Kontrollzellen. Im Fall von TNF-α verhinderte die Behandlung mit 

Myxothiazol in allen Konzentrationen einen Anstieg der Positivpopulation vom 

Zeitpunkt 2 zu 4 Stunden. Der Anstieg der MFI war jedoch für alle Gruppen signifikant. 

(Abbildung 27) 

 

3.13. Phagozytose  
 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 28: Positivanteil von ruhenden und stimulierten (100 ng/ml LPS) 

Monozyten nach der Phagozytose von FITC-markierten E. Coli nach 1 Stunde 

Inkubation unter glukosefreien Bedingungen. 

Die Kontrolle entspricht einer Vehikelkontrolle mit 1% (v/v) DMSO/Kulturmedium. Die 

Werte in pmol entsprechen der Menge an Myxothiazol für eine Million Zellen. Werte 

sind in Mittelwerte ± SEM angegeben für n = 5 unabhängige Experimente ohne 

Replikate (Wilcoxon signed rank test, ns = nicht signifikant). 
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Um den Einfluss einer metabolischen Belastung auf die Phagozytose der Monozyten 

zu untersuchen, wurden die Monozyten mithilfe FITC-markierter E. Coli mit oder ohne 

LPS als Co-stimulation inkubiert. Keine Myxothiazol Konzentration konnte die 

Phagozytosekapazität der Monozyten signifikant beeinträchtigen (Abbildung 28). 
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4. Diskussion 
 

4.1. Modellwahl und pathophysiologische Bedeutung 
 

In dieser Arbeit etablierte ich ein Modell der metabolischen Belastung von 

Monozyten, analog zu den Bedingungen, die  in entzündlichen Gebieten wie in 

Tumoren oder im arthritischen Gelenk herrschen. Einleitend wurde dargestellt, dass 

der Energie- und Biosynthese-Stoffwechsel für die Funktionalität der Monozyten 

notwendig ist. In unserem Modell waren nicht nur die Energieproduktion durch 

Abwesenheit von Glukose und Hemmung der OXPHOS reduziert, sondern auch die 

Herstellung biosynthetischer Substrate aus Produkten der Glykolyse. Zu diesen 

Produkten führen u.a. der Pentose-Phosphat-Weg, der Serin-Synthese-Weg und der 

Glycerol-Phosphat-Shuttle, sie sind auf den Kohlenstoff des Glukosemoleküls 

angewiesen und zählen zu den wichtigsten Stoffwechselwegen bei aktivierten 

Immunzellen (Gaber et al., 2017). Nach unserem Kenntnisstand gibt es derzeit keine 

weiteren Untersuchungen zu humanen Monozyten mit einer zu unserem Modell 

analogen Fragestellung oder mit dem Ziel, stufenweise metabolische Belastungen zu 

simulieren, um eine in-vivo Situation abzubilden bzw. eine Hierarchie 

herauszuarbeiten. 

 

4.2. Hierarchie und Erklärungsansätze 
 

In einen ersten Schritt demonstrierten wir, dass unser experimentelles 

Herangehen die Vitalität der Monozyten nicht kritisch beeinflusste (Abbildung 15). 

Wir konnten zeigen, dass für Monozyten die Phagozytose und die LPS-

induzierte Produktion des Zytokins IL-6 auch unter Bedingungen metabolischer 

Belastung eine zentrale Bedeutung haben (Abbildungen 27 und 28). Andere 

Prozesse, wie die Produktion von iROS oder die Expression von 

Oberflächenmolekülen, werden unter MYX2-Belastung zweitrangig . Diese Prozesse 

zeigten sich bereits unter MYX1-Belastung beeinflusst.  

Die zugrundeliegenden Mechanismen der Hierarchie in unserem Modell bleiben 

zu klären. Denkbar scheint zunächst die Möglichkeit eines aktiven Signalwegs, 

welcher für jeden Prozess einzeln die Anpassung an die metabolischen Bedingungen 

vornimmt. Dieser könnte aus einem Sensor für biosynthetische Substrate und/oder 
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Energieträger bestehen, welcher mithilfe einer Kinaseaktivität den Ablauf besagter 

Prozesse modulieren könnte. Ein derartiger Sensor wurde für den zellulären 

Energiehaushalt bei Säugetieren bereits beschrieben. Es handelt sich um die  AMP-

aktivierte Proteinkinase (AMPK). Sie wird aktiviert, wenn das intrazelluläre Verhältnis 

von AMP zu ATP ansteigt, wenn also der ATP-Verbrauch  die Produktionskapazität 

übersteigt (Marsin et al., 2002, Hardie, 2011).  

Die AMPK ist bei Aktivierung nach dem heutigen Forschungsstand jedoch nicht 

nur an einen Prozess gebunden. Sie fungiert als Integrationszentrum von mindestens 

zwei Prozessen. Bei murinen T-Zellen koordiniert sie unter Glukosemangel simultan 

die Erhöhung der mitochondrialen ATP-Produktion und die Reduktion der 

Zytokinproduktion (Blagih et al., 2015). Bei menschlichen Monozyten vermittelt 

zusätzlich die Proteinkinase mammalian Target of Rapamycin (mTOR) die Wirkung 

der AMPK auf ihre Zielproteine (Cheng et al., 2014). Die Kinase mTOR moduliert u.a. 

multiple anabole Stoffwechselwege, beeinflusst die Apoptose, die Glykolyse sowie die 

mitochondriale Biogenese (Saxton and Sabatini, 2017). In diesem Kontext scheint die 

metabolische Hierarchie ein Produkt eines komplexen Integrationssystems zu sein. So 

beinhaltet dieses System mindestens einen Energiesensor mit pleiotroper Wirkung. 

Dies schließt wahrscheinlich die Möglichkeit der eingangs erwähnten, prozess-

spezifischen Sensoren nicht aus. Jedoch wird hierdurch eine gründliche Erforschung 

des gesamten Integrationsystems zur erfolgreichen Aufschlüsselung der Hierarchie 

notwendig. 

 

4.3. Zum Energie- und Sauerstoffmetabolismus in unserem Modell 
 

4.3.1. Energieversorgung 
 

Myxothiazol reduzierte die Basalatmung der behandelten Monozyten nachhaltig 

(Abbildung 18). Der Effekt von Myxothiazol auf dem MAS blieb signifikant, selbst nach 

einer Dauer von 6 Stunden. Dies zeigte, dass sich die Zellen auf unterschiedlichen 

Niveaus der mitochondrialen Atmung für die gesamte Dauer der Experimente 

befanden. Um dies zu bestätigen wurde der jeweilige ATP-Gehalt der Zellen 

gemessen. LPS-stimulierte Zellen zeigten einen niedrigeren ATP-Gehalt als die 

unstimulierten Kontrollen, während sie einen erhöhten Sauerstoffverbrauch assoziiert 

mit der mitochondrialen ATP-Produktion (=MAS) aufwiesen (Abbildungen  21 und 
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22). Eine Erklärung hierfür könnte der höhere ATP-Verbrauch der LPS-stimulierten 

Zellen darstellen, welcher unter glukosefreien Bedingungen nicht durch eine  erhöhte 

mitochondriale oder glykolytische ATP-Produktion kompensiert werden kann. In 

diesem Zusammenhang ist bereits bekannt, dass Monozyten für den Verlust der 

Glykolyse als ATP-Quelle mit einer erhöhten β-Oxidation von Fettsäuren neben einer 

Steigerung des AMP/ATP-Verhältnisses kompensieren können (Raulien et al., 2017). 

Ein weiterer Hinweis für die maximale Auslastung der Mitochondrien lässt sich in der 

signifikanten Abnahme der mitochondrialen Reservekapazität infolge einer Stimulation 

mit LPS unter glukosefreien Bedingungen ablesen (Abbildung 24). Hieraus geht 

hervor, dass es den Monozyten unter diesen Bedingungen nicht mehr möglich war, 

zusätzlichen Sauerstoff für die mitochondriale Energieproduktion zu verbrauchen. 

Denn der ATP Verbrauch würde ohne Glukoseentzug zu einem Anstieg des AMP/ATP 

Verhältnisses und zur konsekutiven Steigerung der Glykolyse führen, wahrscheinlich 

unter Aktivierung der AMPK (Marsin et al., 2002).  

 

4.3.2. Funktionalität der Monozyten und externe Vergleichbarkeit  
 

Einleitend wurde dargestellt, dass die Glykolyse sowohl ATP als auch 

biosynthetische Intermediate für den Zellstoffwechsel liefert. Da das hier präsentierte 

Modell die Glykolyse als metabolischen Weg ausschließt, war die wichtigste 

Voraussetzung dieser Arbeit, dass Monozyten trotz Glukoseentzug in der Lage sind, 

die untersuchten immunologischen Zellfunktionen auszuführen. Ohne diese erfüllte 

Voraussetzung wären die Monozyten-Populationen mit unterschiedlichen 

metabolischen Belastungen nicht miteinander vergleichbar gewesen. Tatsächlich 

waren Monozyten in der Lage, alle untersuchten Funktionen auszuführen. Weiterhin 

ergaben die hier durchgeführten Untersuchungen ähnliche Werte des 

Sauerstoffverbrauches wie bei Raulien und Kollegen berichtet wurde (Raulien et al., 

2017). Raulien und Kollegen konnten für Monozyten eine mittlere Basalatmung von 

ca. 420 pmol/min/106 Zellen nachweisen. Der von uns gemessene Wert betrug  984,1 

pmol/min/106 Zellen betrug (Raulien et al., 2017). Dieser Unterschied lässt sich  

möglicherweise durch variable Verfügbarkeiten von Substraten (z.B. Glutamin oder 

Fettsäuren im Zellkulturmedium), unterschiedliche Isolationsmethoden mit 

konsekutiven, minimalen Unterschieden in der Zusammensetzung der 

Zellpopulationen (CD14 positive Selektion vs. negative Selektion), 
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Inkubationsprotokolle (Suspensionskultur mit vs. ohne Orbitalschütteln) oder Art der 

Messung  des Sauerstoffverbrauches, (Clark-Elektrode vs. Seahorse X Flux-Analyzer) 

erklären (Raulien et al., 2017, Yarbro and Pence, 2019). Darüber hinaus berichteten 

Yarbro und Kollegen  (Yarbro and Pence, 2019) über einen mit den hier dargestellten 

Ergebnissen besser vergleichbaren Sauerstoffverbrauch von ca. 1200 pmol/min/106 

Zellen. So lassen sich die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit also gut in  derzeit 

existierenden Berichte einordnen. 

 

4.4. Immunfunktionen in unserem Modell 
 

4.4.1. Phagozytose 
 

Es konnte vermutet werden, dass die Phagozytose bei Monozyten in unserem 

Modell die höchste Position innerhalb der Hierarchie einnimmt. Monozyten gehören zu 

den professionellen Phagozyten, die Zellgruppe mit der größten Bandbreite an 

Partikelgrößen, welche aufgenommen werden können (Rabinovitch, 1995). 

Vorangegangene Arbeiten unseres Labors zeigten bereits, dass Myxothiazol die 

Phagozytose humaner Monozyten erst ab einem Sauerstoffverbrauch von weniger als 

20% des Ausgangswertes beeinflussen kann (Tripmacher, 2005). Da in unserer Arbeit 

die MYX2-Belastung den Sauerstoffverbrauch auf lediglich 33 % des Ausgangswertes 

reduzierte, entsprach das Ergebnis der hier unbeeinträchtigten Phagozytose unseren 

Erwartungen. Dieses Ergebnis konnte die Validität unseres Modells untermauern. 

 

4.4.2. ROS Produktion durch NOX 
 

Der NOX-assoziierte Sauerstoffverbrauch (=NAS) in unserer Arbeit ähnelte 

dem berichteten Ergebnis von Raulien und Kollegen, er entsprach etwa einem Drittel 

des Gesamtverbrauchs infolge einer Stimulation mit LPS (Raulien et al., 2017). Dies 

spricht dafür, dass die ROS Produktion durch NOX wahrscheinlich in beiden Arbeiten 

einen ähnlichen Anteil am Gesamtverbrauch hatten. Nach Ablauf von 2 Stunden zeigte 

sich eine Dosis-Wirkungsbeziehung zwischen der eingesetzten Menge an Myxothiazol 

und der Reduktion des NAS. Zu diesem Zeitpunkt konnte außerdem durch LPS im 

Vergleich zu den unstimulierten Zellen eine Steigerung des NAS erreicht werden, 

welche zum Zeitpunkt 6 h nicht mehr nachweisbar war. Dies könnte an einer im 
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Zeitverlauf geringeren Verfügbarkeit von ATP gelegen haben. Zusätzlich ergaben sich 

bei den Messungen des NAS innerhalb der unstimulierten Zellen zu keinem Zeitpunkt 

Unterschiede zwischen den mit Myxothiazol behandelten Populationen (Abbildung 

19). Es ist daher wahrscheinlich, dass Myxothiazol alleinig keinen Einfluss auf die 

Aktivität der NOX hatte.  

 

4.4.3. NOX unabhängige ROS 
 

Der Gehalt an iROS der LPS-stimulierten, MYX1-belasteten und der 

Kontrollzellen war ähnlich (Abbildung 20). Der durch VAS2870 und Oligomycin nicht 

beeinflussbare Sauerstoffverbrauch beider Populationen wies keinen signifikanten 

Unterschied auf (Abbildung 23), allerdings war der NAS der MYX1-belasteten Zellen 

signifikant niedriger (Abbildung 19). Hier war offenbar ein weiterer, nicht erfasster 

Mechanismus für den ähnlichen iROS-Gehalt beider Populationen verantwortlich.  

Hierfür gibt es zwei mögliche Erklärungen. Zunächst könnten die 

Schutzmechanismen wie das Glutathion-Peroxidase-System an Effektivität verloren 

haben, da die Biosynthese des Glutathions ATP benötigt (Forman et al., 2009). Ein 

Hinweis hierfür ist, dass LPS die de novo Biosynthese des Glutathions in Monozyten 

reduziert (Zhang et al., 2017), während es zusätzlich die Glutathion-Aufnahme erhöht 

(Seres et al., 2000). Des Weiteren stellt Glutathion ein zusätzliches Zielmolekül des 

pan-NOX Hemmers VAS2870 dar, welchen wir in unserer Arbeit benutzten (Sun et al., 

2012, Reis et al., 2020). Dies könnte den signifikanten Anstieg der iROS der 

Monozyten nach der VAS2870 Behandlung miterklären (Abbildung 20). Dies 

insbesondere auch, wenn die NOX als ROS-Quelle durch Wirkung des VAS2870 

ausgeschlossen war. 

Alternativ oder zusätzlich könnten NOX-unabhängige iROS durch die MYX1-

Belastung entstanden sein (Starkov and Fiskum, 2001). MYX2-belastete Zellen 

zeigten einen signifikant höheren Gehalt an iROS als MYX1-belastete und 

Kontrollzellen. Eine Hemmung der NOX steigerte diesen Effekt signifikant (Abbildung 

20). Eine mögliche Quelle für NOX-unabhängige iROS Produktion könnte 

mitochondrial sein (Orr et al., 2015, Starkov and Fiskum, 2001).   
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4.4.4. ROS: künstliche Fehlerquelle oder Mitspieler in der Hierarchie? 
 

Diese mitochondrialen iROS stabilisieren HIF-1α durch die Hemmung des 

Enzyms prolyl Hydroxylase (PHD) (Calvani et al., 2012, Guzy et al., 2008, Hagen, 

2012, Lee et al., 2016). Interessanterweise kann Myxothiazol auch die Stabilisierung 

des HIF-1α verhindern (Orr et al., 2015). Allerdings wurde Myxothiazol im Rahmen 

dieser Forschungsarbeiten in Konzentrationen eingesetzt, welche das 50- bis 100-

fache der höchsten Konzentration unserer Arbeit entsprechen (Starkov and Fiskum, 

2001, Orr et al., 2015). Darüber hinaus findet selbst im Falle einer Akkumulation von 

HIF-1α in humanen Monozyten keine Translokation zum Zellkern statt. Eine 

Stimulation mit LPS hat hierauf keinen weiteren Einfluss (Fangradt et al., 2012). Die 

Effekte einer Hypoxie und einer LPS Stimulation werden bei humanen Monozyten nicht 

durch HIF-1α, sondern hauptsächlich durch den nukleären Faktor-κB (NF-κB) 

vermittelt (Guha and Mackman, 2001, Strehl et al., 2014).  

Die erhöhten iROS in unserer Arbeit könnten mit der Mitogen-aktivierten 

Proteinkinase p38 (MAPK-p38) interagiert haben (Carter et al., 1999, Lee et al., 2019). 

Die Kinase MAPK-p38 vermittelt neben mTOR einige intrazelluläre Effekte einer 

Stimulation mit LPS, nicht mitochondriale iROS sind für ihre Aktivierung notwendig 

(Lee et al., 2019). Darüber hinaus greift die AMPK bei LPS-stimulierten Monozyten 

unter glukosefreien Bedingungen in unterschiedlichen Prozessen ein. Darunter 

befinden sich die Oxidation von freien Fettsäuren und die ROS-Produktion durch NOX 

(Raulien et al., 2017). Zusätzlich können iROS in murinen Zellen die AMPK aktivieren 

(Hinchy et al., 2018). Wenn dies auf humane Monozyten übertragbar ist, erschweren 

die iROS in unserer Arbeit die Interpretation unserer Ergebnisse. Sollten die iROS 

unter metabolischer Belastung jedoch in vivo in ähnlicher Weise wie in unserer Arbeit 

entstehen, könnten sie für die Hierarchie als Botenstoff eine zentrale Rolle einnehmen.  

 

4.4.5. Antigenpräsentation, endotheliale Adhäsion 
 

Neben der Produktion von ROS und der Phagozytose zählen die Präsentation 

von Antigenen und die Adhäsion/transendotheliale Migration zu den wichtigsten 

Funktionen humaner Monozyten (Dale et al., 2008, Schittenhelm et al., 2017). Die 

Oberflächenexpression von HLA-DR (MFI, Abbildung 26) und CD11b (% positiv, 

Abbildung 25), stellvertretend für beide Funktionen, zeigten sich infolge der MYX1- 
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und MYX2-Belastung signifikant erniedrigt. Diese Abnahme suggeriert, dass sich eine 

metabolische Belastung negativ auf die Immunkompetenz bzw. die 

Antigenpräsentation und Rekrutierung der Monozyten zum Inflammationsgeschehen 

auswirkt (Schittenhelm et al., 2017, Tamulyte et al., 2019). 

 Einen Einfluss auf die Expression von CD11b könnte Myxothiazol durch die 

verursachte Erhöhung der iROS haben. Es ist bekannt, dass iROS bei LPS-

stimulierten Monozyten die MFI von CD11b erhöhen, dies ist vermittelt durch MAPK-

p38 (Lee et al., 2019).  In der Studie von Lee und Kollegen bewirkte die Hemmung der 

Glykolyse mit 2-DG das Ausbleiben einer Steigerung der MFI von CD11b. Dies steht 

im Einklang mit unseren Ergebnissen, da wir in Abwesenheit von Glukose gearbeitet 

haben (Lee et al., 2019). Die LPS-stimulierten Monozyten in unserer Arbeit zeigten 

sich ohne Myxothiazol-Behandlung dennoch in der Lage, die prozentuale 

Positivpopulation für CD11b unter Glukoseentzug zu steigern (Abbildung 25). In der 

LPS-stimulierten Gruppe war die prozentuale Positivpopulation für CD11b bereits 

unter MYX1 Belastung signifikant reduziert (Abbildung 25). Da die MYX2 Belastung, 

nicht aber die MYX1 Belastung, die iROS der Monozyten steigerte (Abbildung 20), 

lag in unserer Arbeit unter MYX 1 Belastung wahrscheinlich keine zusätzliche 

Stimulation zur Erhöhung der prozentualen CD11b Expression vor. Die Abnahme 

dieser Expression unter MYX1 Belastung (Abbildung 25) lässt sich somit eher mit 

einem weiteren, möglicherweise substrat-abhängigen, Mechanismus erklären. 

 

4.4.6. Produktion inflammatorischer Zytokine 
 

Ein Merkmal von humanen Monozyten ist die Produktion von inflammatorischen 

Zytokinen als Antwort auf unterschiedliche Stimuli wie z.B. im arthritischen Gelenk 

(Roberts et al., 2015). Humane Monozyten tragen wesentlich zur Pathogenese der 

Sepsis bei, indem sie inflammatorische Zytokine wie TNF- α sezernieren, welche ihren 

Höchstwert nach 2 Stunden erreichen und bereits nach 6 Stunden nicht mehr 

nachweisbar sind. Der hieraus entstehende „Zytokinsturm“ ist ein Kernmerkmal der 

Pathophysiologie der Sepsis und wird als derzeit potenzielle therapeutische 

Angriffsstelle angesehen (Chousterman et al., 2017). Zur Modellierung dieses 

„Zytokinsturms“ untersuchten wir die Produktion der Zytokine IL-1β, IL-6 and TNF- α. 

 Der intrazelluläre Gehalt humaner Monozyten für diese Zytokine weist in den 

ersten 6 Stunden nach einer LPS-Stimulation und einer Sekretionsblockade mit 
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Brefeldin A einen nahezu linearen Anstieg über die Zeit auf (Schuerwegh et al., 2001). 

Dementsprechend eignen sich diese Zytokine gut, Unterschiede zur 

Produktionsdynamik in dem hier präsentierten Modell herauszuarbeiten. So haben zu 

diesen Unterschieden hauptsächlich die Abwesenheit von Glukose sowie die 

verminderte mitochondriale ATP Produktion beigetragen.  

Infolge der metabolischen Belastung nahm vor allem die Produktion von IL-1β 

ab (Abbildung 27). Das Zytokin TNF-α war geringer von dieser Abnahme betroffen. 

Zwar fanden sich im Zeitverlauf ebenfalls weniger TNF-α positive Monozyten, trotz 

dessen kompensierten diese offenbar über eine Zunahme der Produktion pro Zelle, 

was sich aus der MFI-Zunahme ableiten lässt (Abbildung 27). Die Produktion von IL-

6 wies die größte Dynamik auf: nach 4 Stunden konnten die Monozyten unbeachtet 

der metabolischen Belastung die gleiche Menge IL-6 produzieren. Insgesamt sprechen 

die Daten unseres Modells für eine höhere Priorität der IL-6 Produktion gegenüber der 

Produktion von TNF-α und IL-1β.  

  

4.5. Limitationen  
 

4.5.1. Methodische Limitationen und Verzicht auf die Glykolyse 
 

In der vorliegenden Arbeit etablierten wir ein Modell mit dem Ziel, den Einfluss 

von metabolisch ungünstigen Bedingungen auf die immunologisch relevante 

Funktionalität von Monozyten zu untersuchen. Die Monozyten wurden mithilfe einer 

positiven CD14 Selektion isoliert, sie stammten aus dem peripheren Blut gesunder 

Mitarbeiter*innen des Labors. Aus diesen Gründen ist die hieraus entstehende 

Abbildung aller Monozyten-Subtypen (klassisch, intermediär, nicht klassisch), wie sie 

im Blut oder in der Synovialflüssigkeit vorliegen, nicht sicher der Realität entsprechend. 

Außerdem wandten wir zur Untersuchung des Metabolismus der Monozyten die 

Sauerstoffverbrauchsmessung mithilfe der Clark-Elektrode an. Trotz der Sorgfalt bei 

den Sauerstoffverbrauchsmessungen war das Eindringen von Luft über den 

Arbeitskanal des Polykarbonat-Stöpsels der Messkammer (Abbildung 7) ein 

möglicher Störfaktor für die Genauigkeit der Messungen. Dies verursachte in einzelnen 

Messungen eine geringe Erhöhung des Sauerstoffgehaltes im Medium, was negative 

Messwerte des Sauerstoffverbrauches zur Folge hatte (Abbildungen 23 und 24). 

Dieser Störfaktor beeinflusste jedoch lediglich die Sauerstoffverbrauchswerte der 
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Reservekapazität und des nicht durch VAS2870 und Oligomycin A beeinflussbaren 

Sauerstoffverbrauches (Abbildungen 23 und 24). Der MAS sowie der NAS waren 

nämlich das rechnerische Ergebnis eines Unterschieds zwischen dem Wert vor- und 

nach der Gabe eines spezifischen Inhibitors und somit hier unbeeinflusst. 

Um Bedingungen einer metabolischen Belastung kontrolliert herzustellen, war eine 

irreversible Einschränkung der mitochondrialen ATP Produktion mit Myxothiazol 

notwendig (Thierbach and Reichenbach, 1981, Buttgereit and Brand, 1995). Eine 

parallel kontrollierte, graduelle Reduktion der Glykolyse wäre nicht sinnvoll gewesen, 

weswegen wir uns für einen vollständigen Glukoseentzug entschieden haben. In 

menschlichen Monozyten wird die Transkription der TNF-α messenger 

Ribonukleinsäure (mRNA) durch die Bindung mit der Glycerinaldehyd-3phosphat-

dehydrogenase (GAPDH) unterdrückt, ein Mechanismus, welcher sensitiv auf 

Änderungen des glykolytischen Flusses reagiert (Millet et al., 2016). Weiterhin 

reduziert die Glykolyse die Oberflächenexpression von CD11b infolge einer LPS 

Stimulation (Lee et al., 2019). So hätte die Glykolyse, sofern in unterschiedlichem 

Maße in unserem Modell vorhanden, die Aussagekraft unserer Ergebnisse bezüglich 

dieser wesentlichen Untersuchungsendpunkte einschränken können.  

 

4.5.2. Bedeutung der Glykolyse bei Monozyten/Makrophagen 
 

Weiterhin ist Bedeutung der Glykolyse in menschlichen Monozyten/Makrophagen 

nicht vollständig geklärt. Die aktuelle Literatur liefert widersprüchliche Aussagen. 

Mehrere Arbeiten benutzten Glukose-Isotope oder 2-Deoxyglukose (2-DG) in 

Mauszellen und konnten zeigen, dass sich der Stoffwechsel in LPS-aktivierten 

Monozyten/Makrophagen zugunsten der Glykolyse verschiebt, diese außerdem 

essentiell für die Produktion von TNF-α und IL-1β in vivo ist (Tannahill et al., 2013, 

Rodriguez-Prados et al., 2010). Außerdem konnte gezeigt werden, dass die 

Differenzierung von menschlichen Monozyten zu Makrophagen ebenfalls durch 2-DG 

beeinflussbar ist (Suzuki et al., 2016). Im Gegensatz hierzu konnten Liu und Kollegen 

zeigen, dass infolge einer Stimulation mit LPS menschliche Monozyten die Quelle ihrer 

ATP-Produktion von der Glykolyse zugunsten der OXPHOS verschieben (Liu et al., 

2015). Des Weiteren wurden in einem kürzlich veröffentlichten Bericht 

Monozyten/Makrophagen der Maus den menschlichen Zellen gegenübergestellt. Hier 

erwies sich infolge einer LPS-Stimulation die OXPHOS als primäre ATP-Quelle, im 
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Gegensatz zu den Mauszellen, welche hierzu vordergründig die Glykolyse nutzen 

(Vijayan et al., 2019). Darüber hinaus lieferte eine jüngst veröffentlichte Arbeit an 

menschlichen Monozyten/Makrophagen weitere Erkenntnisse zur Glykolyse: ein 

Glukoseentzug hat keinen wesentlichen Einfluss auf die LPS-induzierte Zytokin-

Antwort der Zellen. Der in anderen Studien beobachtete Effekt des 2-DG ist nicht auf 

eine reduzierte Glykolyse, sondern auf einer Zunahme der Fehlfaltungsantwort bei der 

Proteinproduktion zurückzuführen (Murugina et al., 2020). So steht unser Ergebnis, 

d.h. die uneingeschränkte Zytokinproduktion bei menschlichen Monozyten trotz 

Glukoseentzug, zumindest teilweise im Einklang mit der aktuellen Literatur. 

 

4.6. Einordnung der Ergebnisse in die aktuelle Literatur 
 

4.6.1. Der mitochondriale Stoffwechsel 
 

Die Modellierung einer beeinträchtigten mitochondrialen ATP-Produktion, wie in 

unserer Arbeit vorgenommen, könnte wertvolle Informationen zur Pathogenese 

Monozyten-vermittelter Erkrankungen liefern. Wichtige Beispiele sind die 

Atherosklerose (Moroni et al., 2019) und die RA (Zeisbrich et al., 2018). Hier zeigen 

Monozyten/Makrophagen einen mitochondrialen Hypermetabolismus (Zeisbrich et al., 

2018), dies jedoch im Kontext einer Hypoxie (Sluimer et al., 2008, Falchuk et al., 1970). 

Die Prävalenz der Atherosklerose sowie der RA erreichen ihre höchsten Werte 

innerhalb der älteren Populationsschichten (Wang and Bennett, 2012, van Onna and 

Boonen, 2016). Die mitochondriale Reservekapazität der Monozyten nimmt im Alter 

von 60-80 deutlich ab, verglichen mit 18-35-Jährigen (Pence and Yarbro, 2018), die 

pathophysiologische Bedeutung hiervon ist bislang unklar. Mausmodelle bestätigten 

dies bereits bei der Atherosklerose, da hier die alters-assoziierte mitochondriale 

Dysfunktion ihre Entstehung beschleunigt (Tyrrell et al., 2020). Monozyten sowie 

Makrophagen von RA Patienten im Alter von durchschnittlich 54,3 Jahren haben 

verglichen mit gesunden Kontrollen sowohl eine erhöhte Reservekapazität als auch 

einen höheren mitochondrialen Grundumsatz (Zeisbrich et al., 2018). Es fehlt 

insgesamt an Modellen, welche die metabolischen Voraussetzungen von Zellen älterer 

Patienten berücksichtigen. Ein Modell mit reduziertem mitochondrialem Stoffwechsel 

könnte so neben dem besseren Verständnis der metabolischen Situation bei diesen 

Erkrankungen, auch besser auf eine alternde Gesellschaft übertragbar sein. 
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4.6.2. Phagozytose und IL-6 bei der Atherosklerose, Karzinogenese und RA 
 

 Auf zellulärer Ebene sind Monozyten in Mausmodellen wichtige Protagonisten 

in der Pathogenese der Atherosklerose. Sie differenzieren entweder zu Schaumzellen, 

oder halten als Makrophagen die chronische Entzündungsreaktion in der Subintima 

der Gefäßwand aufrecht (Williams et al., 2020, Kim et al., 2018). Besonders in den 

letzten Jahren ist die Aufmerksamkeit auf den chronischen Entzündungsprozess der 

Atherosklerose gelenkt worden (Ridker and Luscher, 2014). Zunächst konnte in 

Mausmodellen eine zentrale Rolle für das Zytokin IL-6 in der Entstehung der 

Erkrankung ausgearbeitet werden (Schuett et al., 2012). Im Verlauf wurden gezielte 

Therapien gegen die Zytokine IL-1β und IL-6 bei der Atherosklerose klinisch 

eingesetzt. Anakinra, ein monoklonaler IL-1β Antikörper, zeigte in der CANTOS Studie 

eine signifikante Reduktion kardiovaskulärer Ereignisse bei Patienten nach einem 

Myokardinfarkt, ohne Einfluss auf die Lipoproteine im Serum (Ridker et al., 2017). Die 

klinischen Vorteile einer Gabe von Tocilizumab werden derzeit bei Patienten mit 

Zustand nach Myokardinfarkt untersucht, nachdem erste positive Effekte belegt 

wurden (Kleveland et al., 2016). 

Auf molekularer Ebene stehen Monozyten verschiedene Mechanismen zur 

Verfügung, um die Immunantwort gegen maligne Zellen zu unterstützen. Sie können 

Zytokine produzieren, welche bei Tumorzellen eine Apoptose auslösen (Griffith et al., 

1999) oder diese Antikörper-vermittelt abtöten (Olingy et al., 2019, Yeap et al., 2016). 

Im Gegensatz hierzu können sie auch, wie einleitend erwähnt, das Tumorwachstum 

durch eine chronische Entzündung begünstigen (Prenen and Mazzone, 2019, Rivera 

and Bergers, 2015, Lavin et al., 2017). Monozyten sind, wie in unserem Modell, in der 

Mikroumgebung von malignen Tumoren aufgrund von Hypoxie und Nährstoffmangel 

besonderen metabolischen Herausforderungen ausgesetzt (Lau and Heiden, 2020, 

Xiao et al., 2019). Funktionell konnte in Mausmodellen für IL-6 eine immunsuppressive 

Wirkung auf die anti-tumorale Immunantwort nachgewiesen werden. So zeigten 

Kitamura und Kollegen, dass IL-6 im Tumorgebiet die HLA-DR Expression von 

dendritischen Zellen reduziert. Als Konsequenz war ihre Immunkompetenz 

herabgesetzt. Insbesondere ihre Fähigkeit, Tumorantigene zu präsentieren, um T-

Zellen mit antitumoröser Aktivität zu aktivieren, war hierdurch beeinträchtigt (Kitamura 

et al., 2017). Kong und Kollegen zeigten, dass Mäuse mit hepatozellulärem Karzinom 

im Vergleich zu gesunden Kontrollen signifikant höhere IL-6 Spiegel und 



68 
 

Monozytenzahlen im peripheren Blut aufweisen (Kong et al., 2016). Klinisch werden 

das IL-6 bzw.  der lösliche IL-6 Rezeptor als Biomarker im Rahmen der Therapie des 

Ösophagus-, Kolorektal-, und Pankreaskarzinoms diskutiert (Makuuchi et al., 2013, 

Knupfer and Preiss, 2010, Mitsunaga et al., 2013). So scheint das Zytokin IL-6 eine 

wichtige Rolle bei der Entstehung von malignen Tumoren zu spielen.  

 Mit der Produktion inflammatorischer Zytokine und einem erhöhten Zellumsatz 

sind Monozyten bei der RA an der Entzündung im arthritischen Gelenk maßgeblich 

beteiligt (Smiljanovic et al., 2018). Seit den 1980er Jahren ist bekannt, dass Monozyten 

von RA-Patienten insgesamt eine höhere Phagozytoseaktivität als Gesunde 

aufweisen (Steven et al., 1984). Besonders eine Zunahme der Fähigkeit zur 

Antikörper-vermittelten Phagozytose ist bei RA-Patienten zu beobachten (Hoch and 

Schur, 1981). Monozyten in der Synovia des arthritischen Gelenks weisen eine hohe 

CD16 Expression auf, was ihnen eine effektivere Antikörper-vermittelte Phagozytose 

ermöglicht (Yoon et al., 2014). Diese synovialen Monozyten spielen eine wichtige Rolle 

in der Induktion einer pathologischen, krankheitsfördernden, T-helfer 17 (Th17) 

Antwort bei CD4 positiven T-Zellen (Yoon et al., 2014). In einem kürzlich 

veröffentlichten Bericht konnten Lee und Kollegen zeigen, dass das von Monozyten 

produzierte IL-6 wesentlich zur Induktion der Expression von CD16 bei Monozyten 

beiträgt (Lee et al., 2020). Das von Monozyten produzierte IL-6 ist außerdem 

essenziell, um im arthritischen Gelenk eine Progression der RA mittels Th17 Antwort 

zu verursachen (Zheng et al., 2014).  Klinisch gehören Anti-TNF-α Antikörper zu den 

wichtigsten modernen therapeutischen Optionen bei der RA (Kerschbaumer et al., 

2020). Interessanterweise ist die Unterdrückung der Produktion des monozytären IL-6 

einer der Hauptmechanismen, mit denen Anti-TNF-α Antikörper ihre therapeutische 

Wirkung erzielen (Zheng et al., 2014). 

Zusammenfassend lässt sich für die Phagozytose und die IL-6 Produktion von 

humanen Monozyten in der aktuellen Literatur eine substanzielle pathophysiologische 

Rolle für die Atherosklerose, Karzinogenese und RA hervorheben. Auch eine 

metabolische Belastung der Monozyten kennzeichnet die Pathogenese dieser 

Erkrankungen. Insgesamt untermauert die aktuelle Literatur die in dieser Arbeit 

herausgearbeitete metabolische Hierarchie von Immunprozessen bei humanen 

Monozyten. 
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5. Zusammenfassung und Fazit 
 

Als Immunzellen benötigen Monozyten eine ausreichende Versorgung u.a. an 

Energie in Form von ATP und biosynthetischen Bausteinen, um funktionieren zu 

können. Diese Versorgung wird durch Verstoffwechselung u.a. von Glukose, 

Aminosäuren sowie Sauerstoff aus der Mikroumgebung gewährleistet. Das Ziel der 

vorliegenden Arbeit war es, ein in vitro Modell zur Beeinträchtigung des 

Zellstoffwechsels zu etablieren, wie sie in der Mikroumgebung entzündlicher Prozesse 

vorliegt, wie z.B. im entzündeten Gelenk von Patienten mit RA. Mithilfe dieses Modells 

sollte untersucht werden, wie menschliche Monozyten auf einer graduellen 

Einschränkung ihres Stoffwechsels reagieren. Insbesondere sollte herausgefunden 

werden, ob hiervon die Ausführung wesentlicher immunologischer Prozesse 

gleichermaßen oder differenziert betroffen ist. In anderen Worten: ob eine 

metabolische Hierarchie der immunologischen Prozesse menschlicher Monozyten 

möglich ist.  

Wir etablierten erfolgreich ein Modell mit einer kontrollierten Einschränkung des 

Stoffwechsels durch vollständigen Glukoseentzug und Hemmung der Atmungskette 

mit Myxothiazol. Es wurden CD14+ Monozyten mit LPS stimuliert und infolge 

gradueller Hemmung des Stoffwechsels die Ausführung von Phagozytose, Produktion 

von ROS, Expression wichtiger Oberflächenmarker sowie Produktion 

inflammatorischer Zytokine untersucht. Unsere Ergebnisse sprechen klar für die 

Existenz einer metabolischen Hierarchie der Immunprozesse bei menschlichen 

Monozyten. Wir identifizierten durch unsere  Ergebnisse die Phagozytose und die 

Produktion des Zytokins IL-6 als höherrangige Funktionen, verglichen mit der 

Produktion von ROS, anderer Zytokine sowie der Expression von Oberflächenmarkern 

(Abbildung 29).  

Die Mechanismen, welche für diese Hierarchie ursächlich sind, bleiben zu 

erforschen. Zunächst kann nicht davon ausgegangen werden, dass diese Hierarchie 

für die Monozyten in allen Situationen des beeinträchtigten Stoffwechsels gleich 

ausfallen wird. Die Vielzahl an Variablen des untersuchten Systems wie u.a. die Art 

der Stimulation, Zusammensetzung der Mikroumgebung oder interindividuelle 

Unterschiede verändern mit hoher Wahrscheinlichkeit die metabolischen Verhältnisse 

je nach Krankheitsbild oder Individuum. 

 



70 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 29: Vereinfachte graphische Darstellung der metabolischen 

Hierarchie der Immunprozesse bei humanen Monozyten, welche in dieser Arbeit 

untersucht wurden. 

 

Dennoch konnten wir hier zeigen, dass eine metabolische Hierarchie in 

menschlichen Monozyten vorliegen kann. Das Prinzip einer metabolischen Hierarchie, 

sofern z.B. auf maligne Tumoren, die RA oder Atherosklerose übertragbar, könnte sich 

als sinnvoller Forschungsgegenstand zur Erarbeitung neuer therapeutischer Ansätze 

erweisen. 
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