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Abstract (Deutsch) 
Untersuchungen zum mTOR-Signalweg in humanen Kontroll- und Hutchinson-Gilford-

Progerie-Fibroblasten  
 

Altern ist ein Prozess, der sich durch einen Verlust der Funktionen des Körpers, der Organe und 

der Zellen mit zunehmender Lebenszeit äußert und früher oder später zum Tod der meisten 

lebenden Organismen führt. Beschleunigt wird das Altern durch verschiedene Faktoren, wie 

oxidativer Stress, energiereiche Strahlung, Lebensgewohnheiten oder genetische Defekte. Zu den 

genetischen Erkrankungen gehört die Hutchinson-Gilford-Progerie (HGP), eine monogenetische 

Erkrankung, die sich durch verfrüht einsetzende und beschleunigte Alterung auszeichnet. Als 

möglicher therapeutischer Ansatz sowohl bei der Progerie als auch beim normalen 

Alternsprozess wird das machanistic Target of Rapamycin (mTOR) und dessen Signalweg 

untersucht. Der mTOR-Signalweg ist in die Regulation von wichtigen Stoffwechselprozessen 

und die Regulation von Zellwachstum involviert. Dabei ist dessen Rolle bei Alterungsprozessen 

und bei der Pathogenese der Progerie nur unzureichend geklärt. 

Der mTOR-Signalweg wurde auf Proteinebene mittels Western-Blot-Analyse semi-quantitativ 

analysiert. Dazu wurden das up-stream-Protein Akt, mTOR selbst und die down-stream-Proteine 

p70S6K und ULK1 betrachtet. Als zelluläres Modell wurden Kontroll- und HGP-

Fibroblastenkulturen so lange vermehrt, bis sie durch zunehmende Telomerverkürzung das 

Stadium der replikativen Seneszenz erreichten. Der Einfluss der Telomerlänge wurde durch den 

Vergleich von Zellen mit kurzen und langen Telomeren (nach Immortalisierung mit humaner 

Telomerase Reverse Trankriptase (hTERT)) untersucht. Wasserstoffperoxid diente als nicht-

replikativer Stressor.  

Es wurde gezeigt, dass bei HGP-Fibroblasten eine um ca. 53% (±35%) beschleunigte 

Proliferationsrate vorlag sowie ein frühzeitiger Wachstumsstopp (im Mittel 226 Tage eher) bei 

gleichzeitig erhöhtem Anteil an seneszenten Zellen (HGP 73 ±18% vs. CON 40±3%) zu 

verzeichnen war.  

Während in gesunden, replikativ gealterten Zellen mit geringerer Proliferation die genannten 

Schlüsselproteine des mTOR-Signalweges um mindestens 50% supprimiert waren, konnte in 

gealterten Progerie-Zellen mit Ausnahme von p70S6K eine verstärkte Proteinexpression des 

mTOR-Signalweges gezeigt werden. Die Immortalisierung mit hTERT, verbunden mit einer 

Telomerverlängerung, wirkte den Effekten des replikativen Alterns sowohl in Kontrollzellen als 

auch in den Progerie-Zellen in unterschiedlichem Ausmaß entgegen.  
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Wasserstoffperoxid hatte keinen signifikanten Effekt auf den mTOR-Signalweg und konnte die 

Effekte des replikativen Alterns nicht imitieren. Zusammenfassend zeigten die Ergebnisse bei 

Progerie-Zellen, dass eine verstärkte Proliferation mit einer veränderten Aktivierung des mTOR-

Signalweges als ein möglicher Pathomechanimus der verstärkten Alterungsprozesse diskutiert 

werden kann.  



    
 

Abstract (English) 
Investigations on the mTOR Signaling Pathway in Human Control and Hutchinson-Gilford-

Progeria-Fibroblasts  

 

Aging is a process in almost all living organisms, which is defined by an increased loss of 

function over time on different levels and is finally leading to death. Aging is accelerated by 

various factors such as oxidative stress, high-energy radiation, lifestyle and genetic defects. 

Hutchinson-Gilford-Progeria (HGP) is a monogenetic disease which is characterized by 

premature and accelerated aging and represents an important model because many aspects are 

also observed in normal aging. One therapeutical target of normal aging and HGP is the 

mechanistic target of rapamycin (mTOR) and its signaling pathway. It regulates important 

metabolic processes and is involved in cell growth and metabolism. Its specific role in aging and 

in the pathogenesis of HGP is only partially known.  

Here, the mTOR signaling pathway was investigated by using semi-quantitative Western-blot-

analysis of up-stream-protein Akt, mTOR, and down-stream proteins p70S6K and ULK1. 

Control- and HGP-fibroblasts were grown until they reached replicative senescence through 

progressive shortening of telomeres. The effects of telomere length were examined by 

comparing cells with short telomeres and cells with long telomeres after immortalization with 

human telomerase reverse transcriptase (hTERT). Hydrogen peroxide served as a non-replicative 

stressor.  

HGP-fibroblasts revealed an increased proliferation rate by 53% (±35%) and a premature entry 

into arrest (on average 226 days earlier) with a higher percentage of senescent cells (HGP 73 ±18% 

vs. CON 40±3%). 

Healthy, replicatively aged cells exhibit lower proliferation rates, while key proteins of the 

mTOR signaling pathway were suppressed by at least 50%. HGP cells showed an impaired 

reduction of the mTOR pathway except for p70S6K. Immortalization, accompanied by telomere 

elongation, counteracted the effects of aging in both groups to varying extents. Treatment with 

hydrogen peroxide showed no significant effects on the mTOR pathway and could not imitate 

replicative aging.  

The results suggest that increased proliferation rates and impaired mTOR-signaling could be a 

pathogenetic mechanism of accelerated aging in progeria. 
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1 Einleitung 

1.1 Kennzeichen des Alterns 

Altern ist ein Prozess in den meisten lebenden Organismen, der sich durch einen Verlust der 

Funktionen des Körpers, der Organe und der Zellen mit zunehmender Lebenszeit äußert und 

früher oder später zum Tod des Organismus führt. Bei Menschen ist das Alter einer der 

Hauptrisikofaktoren für eine Vielzahl an Pathologien. Darunter unter anderem Diabetes mellitus, 

kardiovaskuläre und neurodegenerative Erkrankungen sowie eine Vielzahl an Tumoren [1]. 

Diverse Faktoren können das Altern beschleunigen, von denen viele von Lebensgewohnheiten 

abhängen, wie Rauchen, ungesunde Ernährung, exzessive Exposition gegenüber energiereicher-

Strahlung oder Stress [2–5]. Auch genetische und epigenetische Faktoren haben einen Einfluss 

auf das Altern [6,7]. 

Im Jahr 2013 wurden von López-Otin et al. die Hallmarks of Aging definiert [1]. Diese bestehen 

aus 9 Punkten, die bei allen Säugetieren zu beobachten sind. An dieser Stelle soll eine kurze 

Zusammenfassung dieser Kennzeichen folgen: 

Mit steigendem Alter wird eine zunehmende Instabilität des Genoms festgestellt. Darunter fallen 

neben Mutationen der nukleären DNA auch die der mitochondialen DNA und eine zunehmende 

Veränderung der nukleären Architektur [8–12]. 

Darüber hinaus verändern sich Strukturkomponenten der DNA wie die endständigen Telomere. 

Telomere bestehen aus sich wiederholenden 5'–TTAGGG–3'-Sequenzen und befinden sich an 

den Enden der Chromosomen [13]. Sie bilden die Schutzkappen der DNA. Bei jeder Zellteilung 

kommt es zu einer Verkürzung der Telomere, da die DNA-Polymerase die DNA am Folgestrang 

nur diskontinuierlich replizieren kann. Damit sind die Telomerrepeats ein Schutz der 

Chromosomenenden, da der Verlust nicht-codierender DNA bei einer Teilung ohne 

Konsequenzen für die Zelle bleibt. Um einen Verlust an codierender DNA durch zu häufige 

Teilung zu verhindern, kann ein Zellzyklus-Arrest von der Zelle angestrebt werden [14,15]. Der 

durch die Telomerverkürzung ausgelöste Stopp der Proliferation wird als replikative Seneszenz 

oder auch Hayflick-Grenze bezeichnet [16,17].  

Allgemein bildet die zunehmende Anzahl seneszenter Zellen ein deutliches Merkmal des Alterns. 

Seneszenz ist definiert als stabiler Zellzyklus-Arrest und geht mit typischen Änderungen des 

Zell-Phänotyps einher. Die Fibroblasten stellen sich dabei flacher und vergrößert dar, weisen 

vermehrt Vakuolen auf und es können auch mehrere oder vergrößerte Nuklei beobachtet werden 

[18]. Seneszenz soll die Vermehrung geschädigter Zellen verhindern. Verschiedene zelluläre 
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Mechanismen führen zur Seneszenz: zum einen die zunehmende Verkürzung der Telomere, was 

als replikative Seneszenz bezeichnet wird, zum anderen Telomer-unabhängige Mechanismen wie 

oxidativer oder genotoxischer Stress, Strahlung, mitochondriale Dysfunktion, 

Chemotherapeutika oder auch Aktivierung von onkogenen bzw. Verlust von Tumor-Suppressor-

Mechanismen [19,20].  

Weiterhin gelten epigenetische Veränderungen wie veränderte Histon-Modifizierungen, DNA-

Methylierungen oder Remodelling des Chromatins als Ursache des Alterns. Alle Modifikationen 

können zu einem veränderten Proteinexpression in den Zellen [21–23].  

Im Verlauf des Alterns kommt es also zu einem Ungleichgewicht im Proteinhaushalt der Zellen 

[24]. Die Effizienz der beiden wichtigsten proteolytischen Prozesse, Autophagie und 

Ubiquitinylierung, nehmen mit zunehmendem Alter ab und es kommt zur Akkumulation von 

Proteinen in den Zellen [25–27].  

Da im Alter verschiedene Stoffwechselwege eine gegenüber jüngeren Organismen 

eingeschränkte Leistungsfähigkeit haben (z.B. Zunahme der Insulinresistenz und gestörte 

Glukosetoleranz), werden auch für diese Prozesse Einflüsse auf das Altern diskutiert. So soll 

eine moderate Kalorienreduktion die Lebenserwartung erhöhen. Dabei werden vor allem 

Signalwege in der Zelle herunterreguliert, die zu einer vermehrten Proliferation führen. Darunter 

ist der Insulin/IGF-1-Signalweg, der mTOR-Signalweg und der AMPK-Signalweg [28–31].  

	
Abb. 1: Hallmarks of Aging nach López-Otin et al. 2013 [1].  
Das Schema stellt die wichtigsten Merkmale des Alterns dar. Dabei beeinflusst jeder einzelne Aspekt die anderen. 
Orange hervorgehoben sind die Merkmale, auf die in dieser Arbeit eingegangen wird.  
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Als nächstes Merkmal des Alterns gilt die mitochondriale Dysfunktion. Die Effizienz der 

Atmungskette scheint nachzulassen mit der Folge einer zunehmenden Elektronen-Leckage und 

ineffizienter ATP-Generierung [32–35].  

Neben der zuvor genannten Akkumulation seneszenter Zellen ist auch die erschöpfte Neubildung 

aus Stammzellen ein Merkmal des Alterns [36,37].  

Letztendlich ist die interzelluläre Kommunikation zwischen den Zellen gestört mit der Folge, 

dass inflammatorische Prozesse zunehmen, Pathogene oder prämaligne Zellen schlechter 

abgewehrt werden können und veränderte extrazelluläre Bedingungen die mechanischen und 

funktionellen Aufgaben der Gewebe einschränken [38–41]. 

Die beschriebenen Aspekte sind in gealterten Organismen gleichzeitig zu finden, bedingen sich 

dabei gegenseitig und sind Bestandteil aktueller Forschung [1,42]. 

 
1.2 Hutchinson-Gilford-Progerie-Syndrom 
Das Hutchinson-Gilford-Progerie-Syndrom (im Folgenden HGP oder Progerie) ist eine extrem 

seltene Erkrankung, deren Hauptmerkmal in der vorzeitigen Alterung der Patienten liegt. Die 

Krankheit wurde zuerst 1886 von Jonathan Hutchinson und 12 Jahre später von Hastings Gilford 

beschrieben [43,44]. Bei einem normalen Geburtsgewicht und einer unauffällig postnatalen 

Phase zeigt sich innerhalb der ersten Lebensjahre eine Wachstumsretardierung, sowie der 

Verlust des subkutanen Fettgewebes einhergehend mit zu niedrigem Körpergewicht. 

Charakteristische Eigenschaften des Kopfes sind Mikrognathie, eine schmale Nasenbrücke, eine 

spitze Nase sowie eine zunehmende Alopezie. Weiterhin zeigen sich Gelenkkontrakturen, 

Knochen- und Nageldysplasien und ein verspäteter Durchbruch der Milchzähne. Spätere 

Symptome sind Verlust des Hörvermögens, Lagophthalmus, Zahnfehlstellungen, das Raynaud-

Syndrom, sowie eine gesteigerte Insulinresistenz ohne Zeichen für einen Diabetes mellitus. 

Kardiovaskuläre Veränderungen wie Arteriosklerose, Klappenfehler und Herzinsuffizienz, sowie 

Myokardinfarkte und Schlaganfälle machen sich ab einem Alter von ca. 8 Jahren bemerkbar 

[45,46] und stellen im Verlauf der Erkrankung die häufigste Todesursache dar. Die 

durchschnittliche Lebenserwartung liegt bei 13 Jahren [47].  

Von der Krankheit nicht betroffen sind im Allgemeinen die intellektuelle und die motorische 

Entwicklung der Kinder. Das Immunsystem und die Wundheilung sind intakt. Leber, Niere und 

der Gastrointestinaltrakt sind ebenfalls nicht betroffen. Demenz, Arthrose und Tumore wurden 

nicht beobachtet. Die Hutchinson-Gilford-Progerie zeigt damit viele Merkmale, die bei gesunden 

Menschen im Rahmen des natürlichen Alterns vorkommen: Alopezie, Gelenkkontrakturen, eine 

verringerte Knochendichte, Verlust des subkutanen Fettgewebes sowie Arteriosklerose. Vom 
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normalen Altern unabhängige Merkmale der Erkrankung sind Wachstumsstörungen, fehlende 

Ausprägung sekundärer Geschlechtsmerkmale bzw. fehlende pubertäre Entwicklung. [46].  

 

Auf molekularer Ebene findet sich bei der Hutchsinson-Gilford-Progerie eine Mutation im 

LMNA-Gen auf dem Chromosom 1. Dieses codiert für Lamin A und Lamin C, zwei nukleäre 

Strukturproteine, die durch unterschiedliches Splicen aus dem gleichen Gen hervorgehen. Lamin 

A spielt dabei eine besondere Rolle als Bestandteil der Kernlamina, einem Proteinnetzwerk, das 

der inneren Kernmembran anliegt. Zusätzlich kann es aber auch im gesamten Nukleoplasma 

nachgewiesen werden [10,48,49]. Lamin A ist am Erhalt der Kernstruktur, sowie der 

Organisation des Chromatins, der DNA-Replikation und der Gen-Expression beteiligt [42,50]. 

Es entsteht über posttranslationale Modifikationen aus Prälamin A. Prälamin A besteht einem 

Komplex aus Cystein, zwei aliphatischen und einem weiteren Rest (CAAX). Während der 

posttranslationalen Modifikation wird zunächst das Cystein farnesyliert, dann wird der AAX-

Rest proteolytisch abgespalten. Als nächstes kommt es zu einer Methylierung des bereits 

farnesylierten Cysteins. Zuletzt werden 15 Aminosäuren des Prälamin A abgespalten, darunter 

auch das farnesylierte Cystein. Für beide proteolytischen Prozesse ist die Zinkmetalloprotease 

ZMPSTE24 verantwortlich [42,51,52]. 

Die häufigste Ursache der Hutchinson-Gilford-Progerie ist eine de-novo-Punktmutation an der 

Stelle c.1824C>T im LMNA-Gen. Diese stille Mutation aktiviert eine kryptische Splicestelle, 

welche letztendlich zu einem am C-Terminus um 50 Aminosäuren verkürzten Prälamin A führt, 

dem sogenannten Progerin [12]. Diesem fehlt die Bindungsstelle für ZMPSTE24 und bleibt 

demnach permanent farnesyliert. Das Progerin bildet so eine stabile Verbindung mit der inneren 

Membran des Zellkerns und kann nicht richtig in die Kernlamina integriert werden [42,49,53]. 

Daraus ergeben sich morphologische und funktionelle Besonderheiten bei der Hutchinson-

Gilford-Progerie, wie der lobulierte Zellkern mit verdickter Lamina, ein Verlust des peripheren 

Heterochromatins, vermehrte Schäden an der DNA sowie Telomeraberrationen und 

mitochondriale Dysfunktion, was in einem Anstieg zellulärer Seneszenz resultiert [54–57] 

Eine kausale Therapie ist bis jetzt nicht bekannt. Aktuelle Therapiestrategien streben eine 

Verzögerung des Krankheitsverlaufes durch drei Hauptmechanismen an: Verhinderung der post-

translationalen Modifikation des Progerin, Reduktion der Progerin-Expression und Verbesserung 

schädigender Down-stream-Effekte des Progerin. In einer Studie mit Lonafarnib, einem 

Farnesyltransferase-Inhibitor, zeigte die Interventionsgruppe nach 2,2 Jahren eine niedrigere 

Mortalität als die Kontrollgruppe ohne Medikation [58]. Bei Everolimus und Rapamycin, die zu 

einer verstärkten Progerin-Clearance führen, zeigte sich in Zellmodellen ein deutlich 
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verbesserter Phänotyp. All-Trans-Retinsäure, Sulforaphan und Calcitriol konnten reduzierte 

Progerin-Level in präklinischen Studien ausweisen [59–62]. Als Krankheit auf Basis einer 

Punktmutation ist die Hutchinson-Gilford-Progerie ein idealer Kandidat für Gentherapie, wie 

eine Behandlung mit der Genschere CRISPR/Cas9 [63,64]. 

 

1.3 mTOR Signalweg 
Als Signalweg innerhalb der Zellen, der immer wieder im Zusammenhang mit Altern erwähnt 

wird, soll der mTOR-Signalweg in dieser Arbeit im Mittelpunkt stehen. mTOR steht für 

mechanistic target of rapamycin und ist eine Serin/Threonin-Protease, die in viele Prozesse 

innerhalb der Zelle integriert ist. Die zentrale Rolle der Protease liegt dabei in der Koordination 

von Metabolismus und Zellwachstum in Abhängigkeit von äußeren Einflüssen wie 

Nährstoffangebot und Wachstumsfaktoren. mTOR liegt in der Zelle in zwei Komplexen vor: 

mTOR-Komplex 1 (mTORC1) und mTOR-Komplex 2 (mTORC2), die sich in 

Zusammensetzung und Funktion unterscheiden [28,31].  

 

1.3.1 mTOR-Komplex-1 (mTORC1) 

mTORC1 besteht neben mTOR selbst aus Raptor (regulatory protein associated with mTOR) 

und mLST8 (mammalian lethal with Sec13 protein 8)[65–67], sowie den inhibitorischen 

Domänen PRAS40 (proline rich Akt substrate 40kDa) und DEPTOR (DEP-domain containing 

mTOR interactin protein) [68,69]. Raptor verstärkt die Kinase-Aktivität von mTOR und ist für 

die subzelluläre Verortung des Proteinkomplexes in der Zelle verantwortlich [66], mLST8 

stabilisiert die Verbindung zwischen Raptor und mTOR [67]. DEPTOR und PRAS40 inhibieren 

die Aktivierung verschiedener Downstream-Proteine des mTOR [68,69]. Lokalisiert ist der 

mTORC1 hauptsächlich im Zytoplasma bzw. an den Lysosomen, aber auch in Mitochondrien, 

Stress-Granula oder der Plasmamembran [70]. 

Die Aktivierung des mTORC1 erfolgt bei ausreichendem Angebot von Nährstoffen 

(Aminosäuren, Glukose, Lipiden) und Energie (Sauerstoff und ATP). Über Wachstumsfaktoren 

werden unter anderem der PI3K/Akt-Signalweg [71,72], der Ras/Raf/MAPK-Signalweg [73,74], 

sowie der TNFa-Signalweg aktiviert, was im Weiteren zu einer Inhibition des Tuberous 

Sclerosis Complex1 (TSC1)/TSC2-Komplexes führt [75]. Der TSC-Komplex unterdrückt die 

Aktivität des G-Proteins Rheb. Eine Inhibierung des TSC-Komplexes führt damit zu einer 

Aktivierung des Rheb. Rheb kann daraufhin den mTORC1 aktivieren [69,76].  
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Die Downstream-Proteine des mTORC1 haben drei Hauptaufgaben: Regulation der 

Proteinbiosynthese, des Zell-Metabolismus und des Proteinumsatzes.  

Für die Regulation der Proteinbiosynthese phosphoryliert der mTORC1 die p70S6 Kinase 1 

(p70S6K, fortan p70) an der Stelle T389, sodass es anschließend von PDK1 weiter 

phosphoryliert und damit aktiviert werden kann. Das aktivierte p70 phosphoryliert das ribosomal 

protein S6 (RPS6), sodass es zur Translation von mRNA kommt, die für die Ribosom-Biogenese 

verantwortlich sind. mTORC1 phosphoryliert außerdem 4EBP1 (eukaryotic translation initiation 

factor 4E binding protein 1), sodass dieses vom eIF4E dissoziiert und es letztendlich zu einer 5‘-

Cap-abhängigen mRNA-Translation kommt. Beide zusammen sind am Zellwachstum beteiligt. 

Verschiedene Transkriptionsfaktoren werden über den mTORC1 aktiviert. Dazu zählen HIF1a 

(hypoxia inducible factor 1a) als Regulator verschiedener Gene der Glykolyse, SREBP1 (sterol 

regulatory element-binding protein 1) und PPARg (peroxisome proliferator-activated receptor g) 

als Transkriptionsfaktor von Genen der Lipidsynthese und Adipogenese. Weiterhin wird die 

Synthese von Nukleotiden, die für die Replikation der DNA gebraucht werden, gefördert. Über 

die Aktivierung des mTORC1 wird damit Bereitstellung von Energie und Grundbausteinen als 

Voraussetzung für die Entstehung neuer Zellen gesichert.  

Neben den anabolischen Prozessen reguliert der mTORC1 das Zellwachstum auch über den 

Proteinabbau. Der Abbau von Proteinen in den Zellen wird benötigt, um geschädigte Proteine bis 

hin zu Zellorganellen zu eliminieren, Energie unter katabolischen Bedingungen zu generieren 

und so die funktionale Integrität der Zellen zu gewährleisten. Die einzelnen Bestandteile können 

dann wieder zum Aufbau neuer Proteine genutzt werden. Die beiden Hauptwege zum Abbau von 

Proteinen sind zum einen der gezielte Abbau fehlgefalteter Proteine über das Ubiquitin-

Proteasom-System und die unter anderem durch mTORC1 gesteuerte Autophagie für den 

allgemeinen Abbau zelleigener Bestandteile bis hin zu ganzen Zellorganellen [77,78]. 

Die Autophagie ist ein komplexer Prozess und noch nicht komplett verstanden. An dieser Stelle 

soll nur ein kurzer Überblick gegeben werden: Ein Komplex aus ULK1 (unc-51-like kinase 1), 

ATG (autophagy-related protein) 13 (ATG13), FIP200 (focal adhesion kinase family interacting 

protein of 200 kDa), und ATG101 initiiert die Autophagie, indem es als weiteren 

Proteinkomplex VPS34 (vacuolar protein sorting 34) aktiviert und ATG9 rekrutiert. Das führt 

zur Bildung eines Phagophors (Lipiddoppelschicht), welches sich um die abzubauenden Proteine 

hüllt und so das Autophagosom bildet. Dieses fusioniert dann mit den Lysosomen und es kommt 

zu Abbau der enthaltenen Bestandteile [26,79]. Der mTORC1 kontrolliert die Autophagie, indem 

es ULK1 unter katabolischen Bedingungen phosphoryliert und damit inaktiviert [26,28,79,80].  
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Abb. 2: Stark vereinfachte Darstellung des mTOR-Signalweges.  
Orange hervorgehoben sind die Proteine, auf die in dieser Arbeit eingegangen wird. grün: aktivierende Einflüsse, 
rot: inhibierende Einflüsse. Wachstumsfaktoren, Hormone, Zytokine und Insulin führen zu einer Aktivierung des 
PI3K/Akt-Weges. Das aktivierte Akt, sowie weitere Effektoren der MAPK-, WNT-, TNFa-Signalwege inaktivieren 
TSC, sodass dessen hemmende Wirkung auf Rheb wegfällt. Rheb aktiviert den mTORC1. mTORC1 aktiviert 
p70S6K und inaktiviert 4E-BP1 durch Phosphorylierung. Dies führt zur Translation von mRNA. mTORC1 
inaktiviert außerdem ULK1 durch Dephosphorylierung und verhindert damit die Autophagie. Ferner werden die 
Lipidsynthese, Glykolyse und Nukleotidsynthese begünstigt. mTORC2 wird über PI3K aktiviert und phosphoryliert 
Akt.  
 

1.3.2 mTOR-Komplex-2 (mTORC2) 

Der mTORC2 ist im Gegensatz zum mTORC1 weit weniger erforscht. mTORC2 enthält neben 

mTOR ebenfalls mLST8 und DEPTOR [68], sowie Rictor (Rapamycin insensitive companion of 

mTOR) [81,82], und die regulatorischen Untereinheiten mSIN1 [83,84] und Protor1/2 [85,86]. 

Lokalisiert ist der mTORC2 an Mitochondrien-assoziierten Membranen des Endoplasmatischen 
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Retikulums, sowie der Plasmamembran und im Nukleoplasma [70]. Er gilt als Effektor des 

Insulin/PI3K-Signalweges und phosphoryliert und aktiviert damit Akt (auch Proteinkinase B) 

[87]. Das aktivierte Akt vermittelt Überleben, Proliferation und Wachstum über verschiedene 

Signalwege wie FoxO, GSK3 und über Aktivierung des mTORC1 [81,88]. Als weitere Substrate 

des mTORC2 gelten verschiedene Isoformen der PKC (Proteinkinase C), die an der 

Reorganisation des Zytoskeletts beteiligt sind [28,82]. Aktiviert wird der mTORC2 über mSIN1. 

Dieses enthält eine Domäne, die die katalytische Funktion des Komplexes in Abwesenheit von 

Insulin unterdrückt. Die Bindung von Insulin aktiviert PI3K, welches PIP3 rekrutiert, das dann an 

mSIN1 bindet, sodass die Hemmung des mTORC2 wegfällt und dieser dann Akt 

phosphorylieren kann [89]. Akt phosphoryliert und inaktiviert mSIN1 in einem positiven 

Feedback-Loop, was zur Vollständigen Aktivierung von Akt führt [90]. 

 

1.3.3 mTOR, Rapamycin und Altern 

Rapamycin, als mTOR-Inhibitor, wurde zunächst als Antimykotikum beschrieben und zur 

Wachstumshemmung von Hefen eingesetzt, während daraufhin auch immunsuppressive und 

tumor-supprimierende Eigenschaften beobachtet wurden [28,91,92].  

In weiteren Studien konnte gezeigt werden, dass Rapamycin bei C. elegans [93,94] und 

Drosophilia [95], Hefen [96] und Mäusen [28,97] zu einem verlängerten Überleben führt. 

Weitere Hinweise auf eine Beteiligung des mTORs am Altern lieferten Versuche, in denen die 

Versuchstiere unter Kalorienrestriktion beobachtet und analysiert wurden. Auch dies führte zu 

einer verlängerten Lebensspanne der Organismen, was durch die Rolle des mTORs am Erfassen 

des Nährstoffangebots und des Insulins erklärt wird [28,95,96].  

Eine generelle Reduktion der mRNA-Translation während der mTOR-Inhibierung wird als 

lebensverlängernd diskutiert. Ursächlich dabei sind der verringerte proteotoxische und oxidative 

Stress. Zusätzlich soll sich eine Steigerung der Autophagie-Aktivität positiv auf das Altern und 

altern-assoziierte Erkrankungen auswirken [28].  

 

1.4 Molekulare Mechanismen des normalen Alterns und der Progerie in Bezug auf 

Telomerlänge, Seneszenz, mTOR-Signalweg und Autophagie 
Aufgrund der vielen Ähnlichkeiten zum normalen Altern dient die Hutchinson-Gilford-Progerie 

als Modellerkrankung für das Altern und wird in der Forschung häufig eingesetzt, um 

Erscheinungen des Alterns genauer zu betrachten. Dementsprechend gibt es viele Arbeiten, die 



Einleitung 
 

19 

sich mit den Gemeinsamkeiten und Unterschieden zwischen der Progerie und dem normalen 

Altern beschäftigen.  

 

Progerin, als direktes Resultat der LMNA-Mutation, konnte auch in gesunden Fibroblasten 

nachgewiesen werden. Die Anzahl Progerin-positiver Zellen hing dabei stark vom Alter der 

Person ab, die untersucht wurde: je älter die Person war, desto mehr Fibroblasten mit Progerin 

konnten nachgewiesen werden. Dies steht im Zusammenhang mit einer steigenden Anzahl an 

seneszenten Zellen im Alter, in denen Progerin nachgewiesen werden konnte [11,98]. Weiterhin 

konnte eine Korrelation zwischen vermehrter Progerin-Expression und Zellen mit kürzeren 

Telomeren gezeigt werden. So führt eine durch Progerin induzierte DNA Damage Response 

mittels p53 und Rb zu Telomeraggregaten und Chromosomenabberationen. Dieser Effekt konnte 

durch Telomerase, einem Enzym, dass die Telomere verlängert, wieder aufgehoben werden [99]. 

Unterstützt wird diese Beobachtung durch Experimente, bei denen die HGP-Fibroblasten im 

Durchschnitt kürzere Telomere haben als normale Fibroblasten [100]. Umgekehrt konnte bei 

Schäden an den Telomeren eine vermehrte Expression von Progerin gezeigt werden [11].  

 

Progerin wird somit für verschiedene Pathologien sowohl bei HGP als auch beim normalen 

Altern verantwortlich gemacht, sodass eine Elimination dieses Proteins als Ansatzpunkt für 

Therapien dient. Der Einsatz von Rapamycin, einem mTOR-Inhibitor, konnte eine vermehrten 

Clearance von Progerin in der Zellkultur bewirken [101] und bestärkt einen Zusammenhang 

zwischen dem mTOR-Signalweg, der Progerie und dem natürlichen Altern.   

Mittels einer bioinformatischen Analyse konnte gezeigt werden, dass gleiche Signalwege beim 

natürlichen Altern und der Progerie hoch- (mTOR, GSK3, TGF-ß, ERK u.m.) bzw. 

herunterreguliert (Mismatch repair, DNA Damage Response, durch Mitochondrien vermittelte 

Apoptose) sind [29]. Auch mehrere experimentelle Studien deuten darauf hin, dass der mTOR-

Signalweg in normalen alten Fibroblasten und in HGP-Fibroblasten hochreguliert sei 

[53,102,103]. Die Rolle der Autophagie bei Progerie und beim natürlichen Altern ist noch nicht 

abschließend geklärt. Dabei zeigen unterschiedliche Studien gegensätzliche Ergebnisse [53,103]. 

Die Aussagen zur Autophagie beruhen überwiegend auf indirekten Beobachtungen bei 

Experimenten mit pharmakologischer Herangehensweise oder Beeinflussung des mTOR-

Signalweges an anderer Stelle [28,103,104].  
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1.5 Ableitung der Fragestellung 

Viele Aspekte des natürlichen Alterns und der Hutchinson-Gilford-Progerie sind noch nicht 

vollständig verstanden. In der Literatur weichen die Ergebnisse zum Teil sehr weit voneinander 

ab. Es stellten sich folgende Fragen: 

1) Gibt es Unterschiede in Proliferation und Regulation des mTOR-Signalweges während 

des replikativen Alterns zwischen Kontrollzellen und Progerie-Zellen? 

2) Falls Unterschiede bestehen: Welche Rolle spielen replikative (durch Telomerverkürzung 

verursachte) Prozesse? Welchen Einfluss haben äußere Stressoren, wie zum Beispiel 

Wasserstoffperoxid? 

 

Dabei ist es nahezu unmöglich, alle Aspekte des Alterns gleichzeitig zu betrachten. Ziel dieser 

Arbeit ist es, einen systematischen Überblick über die Regulation des mTOR-Signalweges auf 

Proteinebene während des replikativen Alterns von Fibroblasten gesunder und an Progerie 

erkrankter Kinder zu erhalten.  

Dazu wurden Kontroll- und Progerie-Zellen so lange in Kultur gebracht, bis das Wachstum der 

Kultur sistierte. Verglichen wurden jeweils Zellen in niedriger Passage und Zellen in hoher 

Passage, um die mit Zellteilungen verbundene progrediente Verkürzung der Telomere zu 

untersuchen. Um den Einfluss der Telomere weiter zu spezifizieren, wurden die Zelllinien mit 

der katalytischen Sub-Unit der humanen Telomerase infiziert und damit immortalisiert und 

weiter kultiviert. Um Effekte herauszuarbeiten, die durch vermehrte äußere Einflüsse bei älteren 

Zellen ausgelöst werden, wurden die Zellen zusätzlich mit H2O2 gestresst.  

 

 

 



Material und Methoden 
 

21 

2 Material und Methoden 

2.1 Chemikalien, Antikörper, Verbrauchsmaterialien und Geräte 

Tabelle 1 Chemikalien 

Name Cat.-Nummer Firma 

4-Methyl-Umbelliferyl-β-D-Galactopyranosid 

(MUG) 

M1633 Sigma-Aldrich 

Acrylamid Rotiphorese Gel 30 (37,5:1) 3029.2 Carl Roth 

Ammoniumperoxodisulfat (APS) 9592.1 Carl Roth 

beta-Mercaptoethanol M6250-100ML Sigma 

Albumin Fraktion V (BSA) 1ETA.1  Carl Roth 

CHAPS 331717-45-4  Merck 

cOmplete™ ULTRA Tablets, Mini, EDTA-free, 

EASYpack Protease Inhibitor Cocktail/ 30 Stk 

05892791001 Sigma 

DMEM (1x) (Dulbecco's Modified Eagle 

Medium) High Glucose (4.5 g/L) with L-

Glutamine, without Pyruvate  

41965062 Gibco/ Thermo Fisher 

DPBS (1x) (Dulbecco´s Phosphate Buffered 

Saline), without Ca2+ and Mg2+ 

14190250 Gibco/ Thermo Fisher 

Ethanol, 100% vergällt K928.4 Carl Roth 

Fetales Kälberserum (FCS) TMS-013-B Merck  

Glycin 3187.4 Carl Roth 

Hepes 9105.2 Carl Roth 

Histochemical Staining Kit CS0030 Sigma 

Isopropanol 109634 Merck 

Luminol 9253 Fluka 

Magermilchpulver   Sucofin 

Magnesiumchlorid 814733 Merck 

Methanol 7342.1 Carl Roth 

Natriumcarbonat 106392 Merck 

Natriumchlorid 3957.1 Carl Roth 

Natriumchlorid 106404 Merck 
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Natriumhydroxid P031.2 Carl Roth 

Natriumphosphat 106578 Merck 

Page Ruler™ Plus, prestained 250µl 26619 Thermo Fisher 

Para-Coumariensäure 501-98-4 Sigma 

Penicillin/Streptomycin A 2212 Biochrom AG 

Pierce™ BCA™ Protein Assay  23225 Thermo Fisher 

Salzsäure, 32% P074.1 Carl Roth 

SDS (Pellets)  CN30.3 Carl Roth 

Senescence Cells Histochemical Staining Kit CS0030 Sigma 

Sucrose 1.076.511.000 Merck/Sigma 

Super Signal West Femto Max 34096 Thermo/Pierce 

Temed 161-0801 BioRad 

Tris Base (M= 121,14 g/mol) 1.083.821.000 Merck/Sigma 

Trypsin/EDTA 0.25% 25200-056 Gibco/ Thermo Fisher 

Tween 20 A4974,0100 AppliChem 

Wasserstoffperoxid, 30% 1.072.090.250 Merck 

Zitronensäure 100247 Merck 

	
Tabelle 2: Antikörper 

Name Cat.-Nummer Firma 

Goat Anti – Rabbit IgG (H + L)-HRP Conjugate   1706515 BioRad 

Goat Anti – Mouse IgG (H + L) – HRP 

Conjugate 1706516 BioRad 

Rabbit Anti – Goat Immunoglobulins, Polyclonal, 

HRP P0449 Dako Cytomation 

Phospho – p70 S6 Kinase (Thr389) (108D2) 

Rabbit mAb 9234 Cell Signaling 

Phospho – mTOR (Ser2448) (D9C2) XP Rabbit 

mAb 5536 Cell Signaling 

Phospho – Akt (Ser473) Rabbit mAb  9271 Cell Signaling 

Anti – p70 S6 Kinase Antibody clone 20 – 10C –

 6, Rabbit mAb  05-781R Millipore 

mTOR (7C10) Rabbit mAb  2983 Cell Signaling 
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Akt1 – Antibody (C-20) sc-1618 

Santa Cruz 

Biotechnology 

Monoclonal Anti – β – Actin antibody produced 

in mouse, clone AC – 15  A5441 Sigma-Aldrich 

	
Tabelle 3: Verbrauchsmaterialien 

Name Cat.-Nummer Firma 

Polyvinylidenfluorid (PVDF) Membran IPVH00010 Millipore 

CL-Exposure™ Filme 34089 Thermo Fishe Scientific 

Falcon™ Tissue Culture Treated Flasks 

T25-Zellkulturflasche (25cm2 Kulturfläche) 10-126-10  

Falcon™(Thermo 

Fisher Scientific) 

Falcon™ Tissue Culture Treated Flasks 

T75-Zellkulturflasche (75cm2 Kulturfläche) 10-126-11  

Falcon™(Thermo 

Fisher Scientific) 

6cm-Petrischale 10099170 

Corning™ Falcon™ 

(Thermo Fisher 

Scientific) 

15ml Zentrifugenröhrchen 10263041 

Falcon™(Thermo 

Fisher Scientific) 

50ml Zentrifugenröhrchen 10788561 

Falcon™(Thermo 

Fisher Scientific) 

Eppendorf Reaktionsgefäß 1,5ml 30120086 Eppendorf Quality™ 

Eppendorf Reaktionsgefäß 2ml 30120094 Eppendorf Quality™ 

96-Well Platte, schwarz 237108 

Thermo Scientific™ 

Nunc™ 

96-Well Platte, durchsichtig 260836 

Thermo Scientific™ 

Nunc™ 

Insulinspritzen 26G 9641344 Terumo 

Kryoröhrchen 72.379 Sarstedt 

Microseal “B” PCR Plate Sealing Film MSB1001 Bio-rad 

Whatman-Papier 11312875 GE Healthcare 

Zellschaber  800020 Biochrom 

12-Well Platte  10489482 

Falcon™(Thermo 

Fisher Scientific) 
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Tabelle 4: Geräte 

Axiovert 25 Zeiss 
Axio Observer 7 Zeiss 
Fluoroskan Ascent FL Thermo Fisher 
GS-800 Calibrated Densitometer Bio-Rad 
Infinite M200 Tecan 

 

2.2 Zellkultur 

2.2.1 Zellcharakteristika 

Für diese Arbeit wurden Fibroblasten von Kindern verwendet, die nicht an Hutchinson-Gilford-

Progerie erkrankt waren. Weiterhin wurde eine Erwachsenenkontrolle untersucht. Alle 

Kontrollzelllinien waren Geschenke der Kinderklinik und Neurologie der Uniklinik Münster 

(Professor Thorsten Marquardt und Professor Peter Young) an die AG Walter. Fibroblasten von 

Patienten mit Hutchinson-Gilford-Progerie wurden von der Progeria-Foundation erworben.  

 

Tabelle 5: Zellcharakteristika der Kontrollzellen 

Name Geschlecht Alter bei der Biopsie Grund der Biopsie/ 

Erkrankung 

707 w 5 Monate Plötzlicher Kindstod 

731 m 5 Monate ALTE (Primäre Schlafapnoe 

im Säuglingsalter) 

778 m 8 Monate V.a. Natriumdiarrhö 

811 w 1 Monat Sepsis 

168 m 42 Jahre Keine Angaben 
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Tabelle 6: Zellcharakteristika der Hutchinson-Gilford-Progerie-Zellen 

Name/ 

Bezeichnung  

Geschlecht Alter bei der Biopsie Mutation laut „Progeria 

Foundation“ 

HGADFN003/ 

HGP003 

m 2 Jahre 0 Monate 

LMNA Exon 11, heterozygot 

c.1824C>T (p.Gly608Gly) 

HGADFN127/ 

HGP127 

w 3 Jahre 9 Monate 

HGADFN164/ 

HGP164 

w 4 Jahre 8 Monate 

HGADFN178/ 

HGP178 

w 6 Jahre 11 Monate 

 

2.2.2 Zellkulturbedingungen 

Die Kulturbedingungen waren über den gesamten Zeitraum konstant bei 37°C, einer 

Luftfeuchtigkeit von 95% und einem CO2-Gehalt von 5% kultiviert. Alle Arbeiten an den 

Zellkulturen erfolgten steril unter einer Sicherheitswerkbank. Sämtliche hierzu benötigten 

Reagenzien und Medien wurden vorher auf 37°C im Wasserbad erwärmt. Im Abstand von 2-

7 Tagen erfolgte ein Mediumwechsel inklusive eines Waschschrittes mit PBS. 

 

Das Medium für die Kontrollzellen enthielt folgende Komponenten: 

 DMEM    500 ml 

 Penicillin/Streptomycin  1% (v/v) 

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

 

Das Medium für die Progerie-Zellen enthielt folgende Komponenten: 

 DMEM    500ml 

 Penicillin/Streptomycin  1% (v/v) 

 Fetales Kälberserum (FCS)  15% (v/v) 

 

2.2.3 Anlegen der Zellkultur aus Rückfrierproben 

Die in flüssigem Stickstoff gelagerten Zellaliquots wurden im Wasserbad bei 37°C aufgetaut. 

Danach wurden die Zellen in 7 ml Medium tropfenweise überführt und anschließend bei 1200 g 

5 Minuten lang sedimentiert. Der Überstand wurde abgesaugt, das Zellpellet in 5 ml neuem 
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Medium resuspendiert und anschließend in eine Zellkulturflasche der Größe T25 (25 cm2 

Kulturfläche) überführt. Danach wurden die Zellen wie unter 2.2.2 beschrieben kultiviert. 

 

2.2.4 Passagieren der Zellkulturen 

 
Abb. 3: Arbeitsschema Zellkultur 

 
Bei einer Konfluenz der Zellen von 100%, wurden die Kulturen gesplittet. Nach Absaugen des 

vorhandenen Mediums wurden die Zellen mit 0,1% EDTA/PBS gewaschen. Das Ablösen der 

Zellen erfolgte enzymatisch durch die Zugabe Trypsin/EDTA (250 µl pro T25/500 µl pro T75). 

Die Enzymreaktion wurde durch die Zugabe von Medium gestoppt. Die gesamten Zellen wurden 

in neue Flaschen umgesetzt. Die Berechnung der Anzahl der Verdopplungen einer 

Fibroblastenpopulation (Population Doublings (PD)) erfolgte entsprechend dem Schema in Abb. 

3. Eine exakte Zählung der Fibroblasten ist nicht erfolgt.  

 

2.2.5 Einfrieren der Zellen 

Nach Erreichen einer 100%igen Konfluenz wurde das vorhandene Medium abgesaugt und mit 

0,1% EDTA/PBS gewaschen. Anschließend wurde Trypsin/EDTA auf die Zellen gegeben. 

Sobald sich die Zellen gelöst hatten, wurde die Reaktion durch Zugabe von Medium gestoppt. 

Die Zellsuspension wurde in ein 15 ml Falcon-Röhrchen überführt und bei 1200 g 5 Minuten 

lang zentrifugiert. Der Überstand wurde abgesaugt, das Pellet anschließend in Einfriermedium 

resuspendiert und in ein Kryoröhrchen überführt. Die Röhrchen wurden nun in eine mit 

Isopropanol gefüllte Kryobox gestellt und langsam in einem -80°C kalten Gefrierschrank 

eingefroren. Die Langzeitlagerung erfolge dann in einem Stickstofftank bei -172°C. 
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Das Einfriermedium war wie folgt zusammengesetzt: 

30 % FCS (v/v), 1 % Penicillin/ Streptomycin (v/v), 10 % DMSO (v/v) in DMEM- 

Medium  

 

2.2.6 Immortalisierung der Zellen mit hTERT 

Die Immortalisierung der Zellen wurde von Kerstin Gorzelniak (ehem. AG Walter) und Brigitte 

Köttgen (AG Walter) durchgeführt. Im Folgenden wird das Prinzip der Immortalisierung kurz 

beschrieben: Die Fibroblasten wurden bis zu einer Konfluenz von 70% kultiviert und dann mit 

dem retroviralen Überstand der Verpackungszelllinie PA317-TERT für dreimal 8 Stunden 

infiziert. Die Verpackungszelllinie exprimierte stabil den Vektor pBabe puro hTERT, der neben 

der katalytischen Sub-Unit der humanen Telomerase auch ein Gen enthielt, durch welches eine 

Resistenz gegenüber Puromycin aufgebaut wird. Über die nächsten Wochen erfolgte die 

Selektion der immortalisierten Zellen durch die Zugabe von Puromycin. Anschließend wurde die 

Transfektion durch die Bestimmung der hTERT-Expression durch quantitative Real-Time-PCR 

nachgewiesen. 

 

2.3 Western Blot – Analyse zur (semi-)quantitativen Bestimmung von 

Proteinkonzentrationen 

Für die Western Blot-Analyse standen folgende Zelllinien in den aufgezeigten Population 

Doublings zur Verfügung: 

Tabelle 7: Zelllinien und verwendete PDs für die Bestimmung von Proteinkonzentrationen 

 Ohne hTERT Mit hTERT 
Zelllinie Niedrige PD Hohe PD Niedrige PD Hohe PD 
707 17,4 53,6 17,6 (49,6) 70,1 (25,1) 
731 13,4 55,5 15,6 (44,5) 55,6 (17,8) 
778 15,0 40,5 14,0 (39,0) 66,0 (16,6) 
811 14,6 49,0 28,5 (17,5) 62,5 (17,5) 
168 13,9 22,5 16,8 (8,3) 55,7 (22,1) 
HGP003 18,6 34,3 33,5 (18,1) 63,5 (18,1) 
HGP127 19,3 40,0 14,6 (39,3) 56,7 (12,4) 
HGP164 14,6 41,8 14,6 (11,2) 64,0 (11,4) 
HGP178 19,6 34,3 21,9 (12,9) 59,3 (12,9) 
Zahlen in den Klammern kennzeichnen die PD zum Zeitpunkt der Immortalisierung. Nach 
Immortalisierung begann die Zählung der PDs wieder bei 0. 
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2.3.1 H2O2-Versuch und Ernten der Zellen für den Western Blot 

Für die Western Blot-Analyse wurden für jede Zelllinie primäre Zellen in niedriger und hoher 

PD und mit hTERT immortalisierte Zellen in niedriger PD (bezogen auf den Zeitpunkt der 

Immortalisierung) und in hoher PD genutzt. Dazu wurden die Zellen solange entsprechend dem 

Arbeitsschema Zellkultur (Abb. 3) gesplittet, bis sie die gewünschte PD erreicht hatten und 

jeweils zwei Flaschen der Größe T75 in einer Konfluenz von 100% vorhanden waren. Dann 

wurden die Zellen mittels Zugabe von H2O2 oxidativen Stress ausgesetzt. Dazu wurde dem 

Medium 200µM H2O2 zugegeben. Zusätzlich wurde eine Vergleichskultur gleicher Passage 

unter normalen Kulturbedingungen mitgeführt. Nach 2 Stunden Inkubation wurden beide 

Flaschen mit PBS gewaschen und in neuem Medium für weitere 22 Stunden inkubiert. 

Anschließend wurden die Zellen mit 0,1% EDTA/PBS gewaschen und dann mit Trypsin/ETDA 

gelöst. Die Zellen wurden nun in 7 ml Medium aufgenommen, in ein 15 ml Falcon-Röhrchen 

überführt und bei 1200 rpm für 5 min zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und die 

Zellen in 1ml PBS resuspendiert, in ein 1,5ml Eppi umgesetzt und noch einmal auf gleiche 

Weise zentrifugiert. Der Überstand wurde wieder abgenommen und das Pellet in 200µl Sucrose-

Hepes-Puffer +cOmplete gelöst. Die Zellen wurden bis zum Weitergebrauch bei -80°C 

eingefroren. 

 

Zusammensetzung des Sucrose-Hepes-Puffers: 

Sucrose-Hepes-Puffer: 0,2M Sucrose, 0,02M Hepes, pH 7,3, steril filtriert 

Sucrose-Hepes-Puffer + cOmplete: 1 Tablette auf 10ml Sucrose-Hepes-Puffer 

 

2.3.2 Zellaufschluss und Bestimmung der Proteinkonzentration für den Western Blot 

Der Aufschluss und das Homogenisieren der Zellen erfolgte nach dem Auftauen durch 

mehrfaches Scheren mittels einer Spritze mit Kanüle (Terumo 26G). Dazu wurden die Zellen im 

Sucrose-Hepes-Puffer (+Complete) 10-mal heraufgezogen und wieder heruntergedrückt. Die 

Proben wurden daraufhin in einer Zentrifuge kurz bis auf eine g-Zahl von 5000 beschleunigt und 

gleich wieder gestoppt, um nicht lösbare Anteile zu entfernen. Der Überstand wurde in ein neues 

Eppi überführt.  

Die anschließende Bestimmung des Gesamtproteingehalts der Zelllysate erfolgte mit dem 

Pierce™ Protein BCA Assay Kit (ThermoFisher). 

Das Zelllysat wurde für die Proteinbestimmung zunächst 1:10 mit PBS vorverdünnt. Jeweils 10 

µl Zelllysat, Kalibrator und Leerwert (PBS) wurden auf eine 96-Well-Platte gegeben. Zu jedem 

Well wurden 200 µl Arbeitsreagenz (50 Teile Reagenz A und 1 Teil Reagenz B) gegeben. Nach 
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kurzem Mischen (Schwenken) erfolgte eine Inkubation bei 37°C für 30min. Anschließend wurde 

die Absorption bei 562 nm gemessen (Tecan Infinite M 200). Mit Hilfe der Kalibration (8-

Punkt-Kalibration im Bereich von 25 µg/ml – 2 mg/ml) wurde die jeweilige Konzentration 

mittels linearer Eichkurve ermittelt. Dann wurden Aliquots der zelllysate mit einem 

Proteingehalt von jeweils 50 µg gebildet und bei -80 °C bis zur weiteren Verwendung gelagert. 

Bedingt durch die langen Lagerzeiten wurde vor der weiteren Verwendung der Aliquots eine 

erneute Proteinbestimmung nach der gleichen Methodik durchgeführt. 

 

2.3.3 SDS-PAGE 

Für die Gelelektrophorese wurden selbst hergestellte Polyacrylamid-Gele mit den 

Konzentrationen 7,5% und 10% Acrylamid für die Trenngele und 5% Acrylamid für alle 

Sammelgele mit einer Schichtdicke von je 1,5 mm verwendet. Je 20µg Proteinlysat, je nach 

Volumen verdünnt mit mit Sucrose-Hepes-Puffer + cOmplete, wurde mit 2xSDS-Probenpuffer 

versetzt.  

Die vorbereiteten Proben wurden bei 60°C für 10min denaturiert. Danach wurden bis zu 30 µl 

Probe aufgetragen (finaler Proteingehalt: 20 µg). Der Lauf der Gelelektrophorese erfolgte in 

1xElektrophoresepuffer bei 60mA über 90min.  

 

Zusammensetzung der Gelelektrophorese-Puffer:  

Trenngel-Puffer: 1,5 M Tris, pH 8,8 in Reinstwasser (MilliQ)  

Trenngel 10%: 10 % Acrylamid Stock (v/v), 375 mM Trenngel- Puffer, 0,1 % SDS 

(w/v), 0,1 % APS (w/v), 0,01 % TEMED (v/v) in Reinstwasser (MilliQ)  

Trenngel 7,5%: 7,5 % Acrylamid Stock (v/v), 375 mM Trenngel- Puffer, 0,1 % SDS 

(w/v), 0,1 % APS (w/v), 0,01 % TEMED (v/v) in Reinstwasser (MilliQ)  

Sammelgel-Puffer: 0,5 M Tris, pH 6,8 in Reinstwasser (MilliQ)  

Sammelgel: 5 % Acrylamid Stock (v/v), 167 mM Sammelgel- Puffer, 0,1 % SDS (w/v), 

0,1 % APS (w/v), 0,01 % TEMED (v/v) in Reinstwasser (MilliQ)  

2 x SDS-Probenpuffer: 0,1 M Tris (pH 6,8), 8 % (w/v) SDS, 40 % (w/v) Glycerin, 0,2 

mg/ mL Bromphenolblau, 20 % β- Mercaptoethanol  

10x Elektrophoresepuffer: 1,9 M Glycin, 250 mM Tris, 1 % SDS (w/v) in Reinstwasser 

(MilliQ) 

Als Proteinstandard dienten jeweils 4 µl PageRulerTM Plus Prestained Protein Ladder von 

ThermoFisher Scientific. 
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2.3.4 Wet Western Blot 

Der elektrophoretische Transfer der Proteine vom Gel auf eine PVDF-Membran erfolgte mittels 

Wet Western Blot. Die PVDF-Membran wurde vor dem Blotten für 5min in Methanol aktiviert 

und anschließend kurz mit destilliertem Wasser gewaschen. Währenddessen wurden die 

Schwämme und Whatman-Papier mit Blotpuffer durchtränkt. Der Western-Blot-Tank wurde in 

folgender Reihenfolge aufgebaut: Anode, Schwamm, Whatman-Papier, PVDF-Membran, SDS-

Gel, Whatman-Filter, Schwamm, Katode. Der Transfer erfolgte unter Kühlung mit einem 

Kühlpack bei 350mA über 35min für die 7,5%igen Gele und bei 350mA über 40min für die 

10%igen Gele.  

 

Der Blot-Puffer war wie folgt zusammengesetzt: 

Blotpuffer: 25 mM Tris, 192 mM Glycin, 10 % Ethanol (v/v) in Reinstwasser (MilliQ) 

 

Tabelle 8: Antikörper und deren Verdünnungen 

Primär-AK	 Gel-Konzen-

tration	

Primär-AK	

Verdünnung	

Sekundär-AK	

mit	

Verdünnung	

Akt1	(C20)	 7,5%	und	10%	 1:500	 Ziege,	1:5000	

P-Akt1	Ser473	 10%	 1:1000	 Hase,	1:5000	

mTOR	(7C10)	 7,5%	und	10%	 1:1000	 Hase,	1:5000	

P-mTOR	Ser2448	(D9C2)	 7,5%	 1:1000	 Hase,	1:5000	

P70	(20-10C-6)	 7,5%	und	10%	 1:3000	 Hase,	1:5000	

P-p70	Thr389	(108D2)	 10%	 1:1000	 Hase,	1:5000	

ULK1	(D8H5)	 7,5%	und	10%	 1:1000	 Hase,	1:5000	

P-ULK1	Ser757	(D7O6U)	 7,5%	 1:1000	 Hase,	1:5000	

ß-Aktin	 7,5%	und	10%	 1:30.000	 Maus,	1:20.000	

 

2.3.4.1 Proteinbestimmung von Phospho-Akt, Phospho-mTOR, Phospho-p70, Phospho-ULK1 

Vor der Inkubation mit den Antikörpern wurden die Membranen zunächst für 30 min in BSA-

Blocking-Puffer geblockt. Anschließend wurden die Membranen mit einem Antikörper gegen 

das jeweilige phosphorylierte Protein inkubiert (siehe Tabelle 8). Dazu wurde für jedes 

phosphorylierte Protein eine 3 ml - Antikörperlösung mit BSA-Blocking-Puffer in den 

entsprechenden Konzentrationen laut Tabelle 8 in einem Falcon-Röhrchen mit 50 ml 
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Fassungsvermögen hergestellt. Die Membranen wurden mit Protein-beschichteten Seite nach 

innen in die Falcon-Röhrchen gebracht und dann über Nacht bei 4°C auf einem Rollenmischer 

inkubiert. Anschließend wurden die Membranen 3x für 10min in 1xTBS-T gewaschen. Die 

Inkubation mit 5 ml Sekundärantikörperlösung erfolgte in entsprechender Verdünnung für 1h bei 

Raumtemperatur, ebenfalls auf einem Rollenmischer. Es folgten 3 weitere Waschschritte mit 

1xTBS-T über jeweils 10 min. Die Detektion der Proteine erfolgte mithilfe einer selbst 

hergestellten ECL-Lösung (enhanced chemiluminescence). Dazu wurde die fertige ECL-Lösung 

erst kurz vor jeder Reaktion frisch angesetzt, auf die Membranen gegeben und 2 min lang 

inkubiert. Danach folgte je nach Intensität der Signale die Exposition der Röntgenfilme 

gegenüber den Membranen.  

Für die quantitative Auswertung wurden alle fertig entwickelten Blots mithilfe eines 

Densitometers eingescannt und in das Programm Image Studio™ Lite der Firma LI-COR 

eingepflegt. Zur Normalisierung wurden alle Werte auf das entsprechende ß-Aktin bezogen.  

 

Zusammensetzung der genutzten Puffer:  

10x TBS: 200 mM Tris, 1,5 M NaCl in Reinstwasser (MilliQ) (pH 7,5)  

1x TBS-T: 0,1% Tween 20 in 1x TBS 

BSA-Blocking-Puffer: 5% (w/v) BSA in 1xTBS-T 

ECL-Lösung-A: 0,25% (w/v) Luminol, 0,1M Tris (50mg Luminol in 200ml 0,1M Tris) 

ECL-Lösung B: 1,1% (w/v) Para-Coumariensäure in DMSO (11mg Para-

Coumariensäure in 10ml DMSO) 

ECL-Lösung: 2ml A, 0,2ml B, 1µl 30% H2O2  

 

2.3.4.2 Strippen der Membranen 

Um neben den phosphorylierten auch die nicht-phosphorylierten Proteine auf einer einzelnen 

Membran nachzuweisen, wurden alle Membranen nach Analyse der phosphorylierten Proteine 

für 1h bei 60°C mit Glycin-Stripping-Puffer auf einem Schüttler gestripped. Nach 3 

Waschschritten mit 1xTBS-T über je 5 min folgte eine weitere Blockierung unspezifischer 

Bindungen auf der Membran mit Milch-Blocking-Puffer für weiter 30 min.  

 

Zusammensetzung der genutzten Puffer:  

Milch-Blocking-Puffer: 5 % Magermilchpulver in 1x TBS-T 

Glycin- Stripping Puffer: 0,1 M Glycin, 1,1 % HCl in Reinstwasser (MilliQ) 
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2.3.4.3 Proteinbestimmung von Gesamt-Akt, Gesamt-mTOR, Gesamt-p70, Gesamt-ULK1 und 

ß-Aktin 

Für den Nachweis der jeweiligen Proteine inklusive des phosphorylierten Anteils wurden 

Gemische aus mehreren Antikörpern hergestellt. Auf die Membranen wurde jeweils ein Primär-

Antikörper-Mix gegeben. Dementsprechend wurde anschließend mit dem passenden Sekundär-

Antikörper-Mix inkubiert. Die Inkubationszeiten und weiteren Arbeitsschritte wurden in gleicher 

Weise wie bei den phosphorylierten Proteinen durchgeführt. 

 

Zusammensetzung der verwendeten Antikörper-Mischungen: 

Primär-Antikörper-Mix 1: mTOR (1:1000), p70 (1:3000), ß-Aktin (1:80.000) in Milch-

Blocking-Puffer 

Primär-Antikörper-Mix 2: Akt (1:1000), ULK (1:1000), ß-Aktin (1:80.000) in Milch-

Blocking-Puffer 

Sekundär-Antikörper-Mix 1: Anti-Rabbit-AK (1:5000), Anti-Mouse-AK 1: (20.000) in 

Milch-Blocking-Puffer 

Sekundär-Antikörper-Mix 2: Anti-Rabbit-AK (1:5000), Anti-Goat-AK (1:5000), Anti-

Mouse-AK 1: (20.000) in Milch-Blocking-Puffer 

 

2.3.5 Quantitative und statistische Auswertung 

Das GS-800 Calibrated Densitometer wurde zur Digitalisierung der Blots verwendet. Die 

quantitative Auswertung erfolgte in technischen Triplikaten mit der Software ImageStudioTM 

Lite der Firma LI-COR. ß-Aktin diente zur Normalisierung der Ergebnisse. Ausgeschlossen 

wurden diejenigen Blots, bei denen die Darstellung der Banden auf eine ungleiche Verteilung 

des Antikörpers schließen ließ bzw. keine Banden erkennbar waren. Die Zusammenstellung aller 

eingeschlossenen Blots kann auf Anfrage in den Primärdaten eingesehen werden. Die statistische 

Auswertung erfolgte mithilfe der Software IBM SPSS Statistics. Für die Berechnung der 

statistischen Signifikanz wurde der Mann-Whitney-U-Test angewandt unter Verwendung der 

exakten 2-seitigen Signifikanz. Werte <0,05 wurden als signifikant definiert. Die grafische 

Darstellung der Quantifizierung wurde mit Origin 2018b von OriginLab umgesetzt.  

 

2.4 Bestimmung von Seneszenzmarkern 
Die Versuche wurden bis einschließlich der Generierung der Rohdaten in Zusammenarbeit mit 

Katharina Binder durchgeführt.  
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Für die Bestimmung von Seneszenzmarkern standen folgende Zelllinien in den aufgezeigten 

Population Doublings zur Verfügung: 

 

Tabelle 9: Zelllinien und verwendete PDs für die Bestimmung von Seneszenzmarkern 

 Ohne hTERT Mit hTERT 

Zelllinie Niedrige PD Hohe PD Niedrige PD Hohe PD 

731 N/A 53,3 21,4 60,4 

811 22,0 57,0 16,2 57,2 

HGP003 18,6 30,8 14,6 57,5 

HGP127 18,8 40,0 23,0 66,2 

HGP164 18,8 41,8 19,4 66,4 

HGP178 17,8 34,4 20,0 66,0 

 

Von einer statistischen Auswertung der Experimente wurde aufgrund der geringen 

Kontrollzellzahl abgesehen.  

 

2.4.1 H2O2- Versuch  

Da beschrieben wurde, dass bei konfluenten Zellen falsch positive Ergebnisse zustande 

kommen [105], musste der H2O2-Versuch für die Bestimmung der Seneszenzmarker leicht 

abgewandelt werden. Die Experimente wurden mit ca. 60-80%-konfluenten Zellen durchgeführt. 

Die Spannbreite ergab sich aus den unterschiedlichen Wachstumsgeschwindigkeiten der Zellen. 

Es wurden jeweils konfluente Zellen in einer T25-Zellkulturflasche einen Tag vor dem 

Experiment auf jeweils zwei Petrischalen (Ø 5 cm) und zwei Vertiefungen einer 12-Well-Platte 

überführt und über Nacht adhärieren gelassen. Jeweils eine Petrischale und ein Well der 12-

Well-Platte wurden mit H2O2 versetzt, die anderen wurden parallel mit normalem Medium 

weiter kultiviert. Die zweistündige Inkubation mit 200 µM H2O2 folgte am nächsten Morgen; bei 

den Kontrollschalen wurde ein einfacher Mediumwechsel durchgeführt. Nach Ablauf der zwei 

Stunden folgte ein Wechsel des Mediums bei allen Zellen. Nach weiteren 4 Stunden wurden die 

Zellen je nach Experiment aufbereitet  

Die verkürzten Inkubationszeiten mit H2O2 waren notwendig, da in Vorversuchen bei den nicht-

konfluenten Zellen unter den Bedingungen des Versuchs, wie im Kapitel 2.3.1 beschrieben, 

nahezu alle Zellen abgestorben sind.  
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2.4.2 SA-β-Galactosidase-Färbung 

Die SA-(Seneszenz-assoziierte)-β-Galaktosidase -Färbung ist eine Standard-Methode zum 

Nachweis seneszenter Zellen [105,106]. Für diese Experimente wurde das Senescence Cells 

Histochemical Staining Kit von Sigma-Aldrich verwendet und entsprechend dem beigelegten 

Protokoll durchgeführt: Zunächst wurde das Medium abgesaugt und die Zellen zweimal mit PBS 

gewaschen. Anschließend wurden jeweils 600 µl 1xFixationspuffer auf die Zellen gegeben und 

für 7 min bei Raumtemperatur inkubiert. Währenddessen wurde die Staining Mixture laut 

Herstellerprotokoll vorbereitet. Der Fixationspuffer wurde abgesaugt und die Zellen dreimal mit 

PBS gewaschen. Anschließend wurden jeweils 400 µl Staining Mixture auf die Zellen gegeben. 

Der Plattendeckel wurde aufgelegt und die Platte mit Parafilm ringsum luftdicht umwickelt. Die 

Platte wurde dann in einen 37°C warmen Brutschrank ohne CO2-Begasung über Nacht inkubiert. 

Am nächsten Morgen wurde die Staining Mixture abgesaugt und die Zellen wurden erneut mit 

PBS gewaschen. Zur Konservierung wurde 70%iges Glycerin auf die Zellen gegeben. Für die 

Betrachtung unter dem Mikroskop wurde das Glycerin entfernt, mit PBS gewaschen und zuletzt 

500 µl PBS auf die Zellen gegeben. Die Beurteilung der Zellen erfolgte mithilfe des Axio 

Observers der Firma Zeiss bei 50-facher Vergrößerung. Pro Well wurden jeweils bis zu vier 

Aufnahmen gemacht. Weniger Aufnahmen wurden bei denjenigen Wells gemacht, bei 

Zellvitalität <50% war. Alle Bilder wurden in gleicher Vergrößerung aufgenommen. Die 

Aufnahmen können bei Bedarf in den Primärdaten eingesehen werden. 

Die angefertigten Aufnahmen wurden zwei am Experiment unbeteiligten Personen verblindet 

vorgelegt, die jeweils alle sichtbaren Zellen der Aufnahme zählten und dabei den Anteil der 

blau-gefärbten Zellen ermittelten.  

 

 

2.4.3 MUG-Assay 

Da die SA-β-Galaktosidase -Färbung subjektiv beeinflusst ist hinsichtlich der Auszählung der 

Zellen, wurde eine quantitative Methode zur Bestimmung der seneszenten Zellen durchgeführt. 

Dazu wurde das Protokoll von Gary und Kindell (2005) [105] des 4-Methyl-Umbelliferyl-β-D-

Galactopyranosid (MUG) Assays als Grundlage genommen: Die verwendeten Zellen befanden 

sich auf Petrischalen (Ø 5 cm). Zunächst wurde das vorhandene Medium abgesaugt und die 

Zellen sechsmal mit PBS gewaschen. Anschließend wurden 300 µl eiskalter Lysispuffers auf die 

Fibroblasten gegeben. Durch Schwenken und Klopfen gegen die Petrischalen wurden die Zellen 

vom Untergrund gelöst. Verbliebene Zellen wurden durch einen Zellschaber vom Untergrund 

gelöst. Die Zellsuspension wurde mithilfe einer Pipette in ein Eppendorf-Reaktionsgefäß 
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gegeben und darin für 30 s gevortext. Dann folgte ein Zentrifugationsschritt bei 12.000 g über 5 

min. Der Überstand wurde in ein neues Eppendorf-Reaktionsgefäß überführt und auf Eis gestellt. 

Aus diesem Überstand wurde eine Proteinbestimmung durchgeführt nach gleichem Vorgehen 

wie unter 2.3.2 beschrieben. Für den MUG-Assay wurden 100 µl des Überstandes in ein neues 

Eppendorf-Reaktionsgefäß überführt und mit 50 µl Lysispuffer versetzt. 150 µl 

2xReaktionspuffer wurden dazugegeben und das Reaktionsgemisch in den Heizblock bei 37°C 

gut verschlossen inkubiert. Nach 30 min, 1 h, 2 h und 3 h wurden jeweils 50 µl des 

Reaktionsgemisches in 500 µl vorgelegte Stopp-Lösung überführt und dieses dann bei 4°C im 

Dunklen bis zur Messung verwahrt. Nach Abschluss des Versuches wurde die 

Fluoreszenzmessung als Zweifachbestimmung durchgeführt. Dazu wurden jeweils zweimal 150 

µl der Proben in je ein Well einer 96-Well-Platte gegeben. Die fluorimetrische Messung des 

durch die SA-β-Galaktosidase freigesetzte 4-Methylumbelliferyl wurde mithilfe des Fluoroskan 

Ascent FL (Thermo Fisher Scientific) bei 360 nm Exzitation und 465 nm Emission durchgeführt.  

Die ermittelten Werte wurden mit den Ergebnissen des jeweiligen Proteinwertes der Probe 

normalisiert. Das Ergebnis wurde in relativen Fluoreszenzeinheiten (RFU) pro mg Protein 

angegeben. 

 

Zusammensetzung der verwendeten Puffer: 

Lysispuffer: 5 mM CHAPS, 40 mM Zitronensäure, 40 mM Natriumphosphat, 1x 

Complete in Reinstwasser (MilliQ) (pH 6)  

2x Reaktionspuffer: 40 mM Zitronensäure, 40 mM Natriumphosphat, 300 mM NaCl, 10 

mM β- Mercaptoethanol, 4 mM Magnesiumchlorid, 1,7 mM MUG in Reinstwasser 

(MilliQ) (pH 6) 

Stopp-Lösung: 400 mM Natriumcarbonat in Reinstwasser (MilliQ)  

 

2.5 Erstellung der Wachstumskurven 
Ziel war es, jeweils Zellen in einer niedrigen PD (low PD) und einer hohen PD (high PD), 

sowohl primär als auch immortalisiert, zu erhalten. Dazu wurden die primären Zellen passagiert, 

bis sich der Zeitraum zum Erreichen der 100% Konfluenz deutlich verlängerte, die Zellen in 

ihrer Morphologie seneszenten Zellen ähnelten (Verbreiterung) und sie sich damit dem Stadium 

der replikativen Seneszenz annäherten. Bei den immortalisierten Zellen konnten solche 

Veränderungen nicht beobachtet werden, sodass die Kultivierung nach über 50 PDs abgebrochen 

wurde. Für die vorliegende Arbeit wurden Zellpassagen in frühen und späten Passagen aus 
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Rückfrierproben genutzt. Die Rohdaten der Wachstumskurven wurden von Kathrin Jäger 

zusammengestellt und freundlicherweise zur Verfügung gestellt. Da keine durchgängigen 

Wachstumskurven aufgezeichnet wurden, sondern nur frühe und späte Passagen in Kultur 

genommen wurden, wurde nur jeder fünfte PD in den Kurven dargestellt. Sie stellen somit 

jeweils eine Annäherung an die tatsächlichen Wachstumskurven dar. 

Die Grafiken der ersten Ableitungen wurden mithilfe des Programms Origin 2018b von 

OriginLab berechnet. Die Anstiege in Tabelle 10 sind durch Berechnung der Anstiege der 

Geraden zwischen zwei Punkten entstanden.  
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3 Ergebnisse 

3.1 Zellkultur 

Abb. 4 zeigt approximierte Wachstumskurven der primären Kontroll- und HGP-Zellen und die 

ersten Ableitungen dieser.  

 
Abb. 4 Wachstumskurven der primären Zelllinien und deren erste Ableitung.  
Im oberen Teil der Abbildung sind die Wachstumskurven der primären Kontrollzelllinien (grün) und Progerie-
Zelllinien (blau) abgebildet, im unteren Teil ist der Anstieg der Kurven dargestellt ermittelt durch Bildung der ersten 
Ableitung der Geraden zwischen zwei Punkten. Alle Progerie-Zelllinien weisen eine im Durchschnitt höhere 
Wachstumsgeschwindigkeit in niedrigen und mittleren PDs, eine schnelle Plateaubildung kurz vor der Seneszenz 
und ein früheres Erreichen der Seneszenz auf als die Kontrollzellen auf.  
 
Um die Dimensionen der Unterschiede herauszuarbeiten, wurden die Anstiege zwischen zwei 

Punkten zu bestimmten Zeitpunkten berechnet (Tabelle 10). Dabei ist zu betonen, dass die 

Berechnungen auf der Approximation der Wachstumskurven beruhen.  

Auffallend ist, dass die HGP-Zellen in niedrigen Passagen schneller wuchsen als die 

Kontrollzellen, jedoch auch in einer niedrigeren Passage das Stadium des Wachstumsstopps 

erreichten. So zeigen die HGP-Zellen nach 50 Tagen in Kultur eine um 53 ±35% erhöhte 

Proliferationsrate an als die Kontrollen. Nach 100 Tagen in Kultur wuchsen die Progerie-Zellen 

schon langsamer als die Kontrollen. Der Unterschied im Anstieg der Kurven zwischen den 

Progerie-Zellen war hier am deutlichsten bei einem Mittelwert von 89% der Kontrollen. Die 

Zelllinie HGP164 weicht mit 62% über dem Mittelwert der Progerie-Zellen am weitesten ab. 

Nach 150 Tagen lag die Verdopplungszeit der Progerie-Zellen bei 30% der Kontrollen, wobei 
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die Zelllinie HGP164 mit 61% des Anstiegs der Kontrollen die schnellste Wachstumsrate der 

HGP-Zellen aufwies. Den Wachstumsstopp der Kultur erreichten die Progerie-Zellen im Mittel 

bei 37,9 ±3,9 PDs und nach 177 (±26) Tagen, die Kontrollzellen bei 51,6 ±10.8 PDs und 403 

(±129) Tagen.  

 
Tabelle 10: Anstiege der Wachstumskurven zu nach 50, 100 und 150 Tagen in Kultur 

CON 
Anstieg nach 50 
Tagen HGP Anstieg 

% vom MW der 
CON 

707 0,21 HGP003 0,22 131 

731 0,15 HGP127 0,31 181 

778 0,18 HGP164 0,31 181 

811 0,14 HGP178 0,20 118 

MW 0,17   0,26 153 

     

CON 
Anstieg nach 100 
Tagen HGP Anstieg 

% vom MW der 
CON 

707 0,15 HGP003 0,07 47 

731 0,13 HGP127 0,15 99 

778 0,20 HGP164 0,23 151 

811 0,13 HGP178 0,09 59 

 MW 0,15   0,13 89 

     

CON 
Anstieg nach 150 

Tagen HGP Anstieg 
% vom MW der 

CON 

707 0,08 HGP003 0,03 25 

731 0,13 HGP127 0,02 16 

778 0,08 HGP164 0,07 61 

811 0,20 HGP178 0,02 18 

 MW 0,12   0,04 30 
 

Die Wachstumskurven der einzelnen Kontrollzellen stellen sich einheitlich dar ohne große 

Unterschiede zwischen den einzelnen Zelllinien. Ebenso haben die Progerie-Zelllinien einen 

übereinstimmenden Verlauf.  
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Abb. 5: Wachstumskurven der immortalisierten Zelllinien und deren erste Ableitung.  
Im oberen Teil der Abbildung sind die Wachstumskurven der immortalisierten Kontrollzelllinien (grün) und 
Progerie-Zelllinien (blau) abgebildet, im unteren Teil ist der Anstieg der Kurven dargestellt ermittelt durch Bildung 
der ersten Ableitung der Geraden zwischen zwei Punkten. Die Kontroll- und Progerie-Zellen weisen hier ähnliche 
Wachstumsgeschwindigkeiten auf. Es zeigten sich keine Zeichen der Seneszenz der Zellkulturen. Die Kultivierung 
wurde zwischen der PD 60-70 eingestellt.  
 

Durch Immortalisierung mit hTERT konnte sowohl bei den Kontroll- als auch den HGP-

Fibroblasten die Lebenszeit deutlich verlängert werden.  

Abb. 5 zeigt die approximierten Wachstumskurven der immortalisierten Zellen und deren erste 

Ableitungen. Auch diese Wachstumskurven stellen eine Annäherung an die tatsächlichen 

Kurven dar aufgrund mehrerer Einfrier- und Auftauprozesse. 

Es fällt auf, dass die Wachstumsgeschwindigkeiten kurz nach der Immortalisierung langsamer 

sind als in höheren PDs. Mit steigender Passage weisen die immortalisierten Kontrollzellen eine 

höhere Wachstumsgeschwindigkeit auf als die primären Kontrollzellen. Die Progerie-Zellen 

normalisieren sich knapp unter dem Niveau der primären HGP-Zellen ein.  

Alle Zelllinien konnten bis zu einer PD deutlich über 50 nach Immortalisierung kultiviert werden, 

ohne Anzeichen der zellulären Seneszenz wie verlangsamte Wachstumsgeschwindigkeit und 

typische Veränderungen in der Morphologie aufzuweisen 
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3.2 MUG und SA- β-Gal-Färbung 

Aufgrund begrenzter Mengen an Versuchszellen, konnten die Versuche nicht an allen Zelllinien 

in allen PDs durchgeführt werden. Fehlende Daten sind entsprechend mit N/A in den 

Abbildungen gekennzeichnet. Aufgrund der niedrigen Anzahl an Kontrollzelllinien erfolgte 

keine statistische Auswertung. 

 

 
Abb. 6: SA-	β-Gal-Färbung der Kontrollzellen (grün) und der Progerie-Zellen (blau).  
Die Abbildung stellt den Anteil (in %) seneszenter Zellen in der Kultur dar. Die Analyse erfolgte bei primären (-
hTERT) und immortalisierten (+hTERT) Zellen in niedriger (L) und hoher (H) PD in jeweils nicht gestressten (-
H2O2) und gestressten (+H2O2) Zustand. Primäre Progerie-Zellen weisen einen höheren Anteil seneszenter Zellen als 
primäre Kontrollzellen in der gleichen PD. Die Immortalisierung führt zu einem geringeren Anteil seneszenter 
Fibroblasten bei Kontroll- und Progerie-Zellen. Kontrollzellen: grün, HGP: Zellen: blau. N/A: keine Zellen 
vorhanden, *Zellen sind durch die Behandlung mit H2O2 abgestorben. 
 
Abb. 6 zeigt die Ergebnisse der SA-β-Galaktosidase-Färbung an Kontroll- und Progerie-Zellen. 

Da für diesen Test festgestellt wurde, dass es zu einer vermehrten Expression der Seneszenz-

assoziierten-β-Galaktosidase kommt, wenn die Färbung bei konfluenten Zellen durchgeführt 

wird, wurde eine Konfluenz von 60-80% angestrebt [105]. In diesen Zustand reagierten die 

Zellen deutlich anfälliger auf die Behandlung mit H2O2, sodass in einigen Petrischalen der 

überwiegende Teil der Zellen abgestorben sind und eine Zählung unmöglich wurde. Diese sind 

in Abb. 6 mit einem * dargestellt.  

Es wurde erwartet, dass mit zunehmender Passage der primären Zellen der Anteil an seneszenten 

Zellen zunimmt. Dieser Anteil sollte durch die Applikation von oxidativem Stress in Form von 

H2O2-Zugabe noch gesteigert werden können.  

Für die Kontrollzelllinie 731 standen keine Zellen in niedriger Passage zur Verfügung. Die 

Kontrollzelllinie 811 wies erwartungsgemäß mehr seneszente Zellen in der hohen Passage auf (3% 

vs. 38%). Ein zusätzlicher oxidativer Stress konnte diesen Effekt leicht steigern (auf 43%). Die 



Ergebnisse 
 

41 

Progerie-Zelllinien HGP127, HGP164 und HGP178 zeigten ebenfalls in hohen Passagen eine 

Zunahme seneszenter Zellen (5-11% vs. 72-90%). Im Vergleich lagen die Anteile der 

seneszenten Zellen der Progerie somit jeweils über denen der Kontrollzelllinie. In niedrigen 

Passagen konnte durch oxidativen Stress der Anteil seneszenter Zellen noch weiter gesteigert 

werden (auf 11-45%). In hohen Passagen wird nur in einer Zelllinie (HGP003) eine weitere 

Zunahme nach Applikation von H2O2 beobachtet. Bei allen anderen Zelllinien ist das Ergebnis 

inkonsistent und nicht erwartungsgemäß.  

HGP003 entsprach in niedriger PD nicht der Erwartung. Die primären Zellen in niedriger 

Passage wiesen bereits sehr viele seneszente Zellen auf (48%). Nach Applikation von H2O2 

hingegen fiel der Anteil der seneszenten Zellen auf 39%. 

 

Durch Immortalisierung der Zellen sollte die Zunahme der seneszenten Zellen in hohen Passagen, 

mit und ohne oxidativen Stress, niedriger ausfallen, da eine Telomerverlängerung durch hTERT 

möglich ist. Die Daten zeigten einen Abfall der seneszenten Zellen gegenüber den nicht 

immortalisierten Zellen in hoher Passage in allen Zelllinien bis auf HGP003. Das Ausmaß der 

Reduktion der seneszenten Zellen fällt bei den einzelnen Zelllinien sehr differenziert aus (siehe 

Abb. 6). Auffällig war das Verhalten aller immortalisierten Progerie-Zelllinien in niedriger 

Passage nach Applikation von H2O2. Hier kam es zu einer Abnahme, statt wie erwartet zu einer 

Zunahme der seneszenten Zellen. Dieser Effekt war in höheren Passagen wieder rückläufig.  

 

Die Ergebnisse der SA-β-Galaktosidase-Färbung zeigen, dass es zu einer deutlichen Zunahme 

der seneszenten Zellen während des replikativen Alterns der Zellen kommt. Die 

Immortalisierung führt zu einer verminderten Aktivität der SA-β-Galaktosidase und somit zu 

einem geringeren Anteil seneszenter Fibroblasten. Das Ausmaß ist allerdings sehr heterogen. 

Zellstress, mit H2O2 ausgelöst, führt überwiegend zu erhöhten Anteilen an seneszenten Zellen, 

wobei besonders immortalisierte Zellen sehr sensibel auf diesen Reiz reagieren.  



Ergebnisse 
 

42 

 
Abb. 7: MUG-Assay der Kontrollzellen (grün) und der Progerie-Zellen (blau).  
Die Abbildung stellt die freigewordenen relativen Fluoreszenzeinheiten (RFU) durch den Umsatz von 4-Methyl-
Umbelliferyl-β-D-Galaktopyranosid durch die SA-β-Galaktosidase pro mg Protein des verwendeten Zelllysates dar. 
Die Analyse erfolgte bei primären (-hTERT) und immortalisierten (+hTERT) Zellen in niedriger (L) und hoher (H) 
PD in jeweils nicht gestressten (-H2O2) und gestressten (+H2O2) Zustand. Primäre Progerie-Zellen weisen einen 
höheren Anteil seneszenter Zellen als primäre Kontrollzellen in der gleichen PD. Die Immortalisierung führt zu 
einem geringeren Anteil seneszenter Fibroblasten bei Kontroll- und Progerie-Zellen und hebt den Unterschied 
zwischen Kontrollen und Progerie auf. Kontrollzellen: grün, HGP: Zellen: blau. N/A keine Zellen vorhanden 
 

Da die SA-β-Galaktosidase-Färbung sehr untersucherabhängig ist, wurde zur Verifizierung der 

4-Methyl-Umbelliferyl-β-D-Galaktopyranosid (MUG)-Assay als objektive, quantitative Methode 

durchgeführt. Dabei dient das MUG als fluorogenes Substrat für die Bestimmung der SA-β-

Galaktosidase-Enzymaktivität. Diese wurde dann auf den Proteingehalt des Zelllysates bezogen.  

Abb. 7 zeigt die Ergebnisse des MUG-Assays. Es wurde mit der gleichen Erwartungshaltung an 

dieses Experiment heran gegangen, wie bei der SA-β-Galaktosidase-Färbung.  

Auch hier stand die Zelllinie 731 in niedriger Passage nicht zur Verfügung. Gemäß der 

Erwartung konnte in allen Zelllinien ein Anstieg der SA-β-Galaktosidase-Aktivität in hoher 

Passage beobachtet werden. Auffällig ist, dass die Progerie-Zelllinien mit 0,45-0,65 RFU/mg 

Protein bereits in niedriger Passage einen höheren Anteil an SA-β-Galaktosidase-Aktivität 

aufwiesen als die Zelllinie 811 mit 0,15 RFU/mg Protein. Auch in hohen Passagen zeigte sich 

eine höhere Enzymaktivität bei den Progerie-Zelllinien (CON 0,75-0,81 RFU/mg Protein vs. 

HGP 0,96-1,84 RFU/mg Protein). Zusätzlicher oxidativer Stress führte in den Kontrollzellen in 

hoher Passage zu einer weiteren Erhöhung der SA-β-Galaktosidase-Aktivität, wobei diese bei 

der Zelllinie 811 deutlich stärker zu sehen war. Bei den Progerie-Zellen führte der oxidative 

Stress auch hier zu inkonsistenten Ergebnissen.  

Die Immortalisierung der Zellen führte in allen Zelllinien zu einem Abfall der SA-β-

Galaktosidase-Aktivität gegenüber den nicht immortalisierten Zellen in hoher Passage.  
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Auch hier kam es bei immortalisierten Zellen in niedriger Passage nach H2O2 -Applikation 

überwiegend zu einer Abnahme, statt wie erwartet zu einer Zunahme der seneszenten Zellen. In 

hohen Passagen fielen die Reaktionen auf den Stress mit H2O2 differenziert aus. 

Insgesamt lagen die Ergebnisse der HGP-Zellen näher beieinander. Auf jede Zelllinie einzeln 

bezogen sind die Ergebnisse der SA-β-Galaktosidase-Färbung und der Enzymaktivitätsmessung 

nicht konsistent. Dabei ist anzumerken, dass die Bestimmungen jeweils aus nur einem 

Versuchsansatz erfolgten. Im Mittel ergibt sich jedoch eine ähnliche Tendenz.  

 

Zusammenfassung: 

Der Anteil der SA-β-Galaktosidase-Aktivität stieg mit der Zellalterung an. Dabei wiesen 

Progerie-Zellen von vornherein höhere Enzymaktivitäten auf als die Kontrollzellen. Die 

Immortalisierung reduzierte den Anteil SA-β-Galaktosidase-positiver Zellen wieder. 

Immortalisierte Progerie-Zellen zeigten dabei ähnlich hohe Enzymaktivitäten auf wie die 

Kontrollzellen. H2O2 führte überwiegend zu einem Anstieg der SA-β-Galaktosidase-Aktivität. 

Größte Ausnahme bildeten dabei die frisch immortalisierten Zellen. 

 

3.3 Western Blot Analyse 
Die Proteinexpressionen wurden vergleichend zu den niedrig passagären, nicht mit H2O2 

behandelten Zellen betrachtet. Die Semi-Quantifizierung erfolgte in willkürlichen Einheiten 

(arbitrary units, AU) 

Signifikanzen sind nur zwischen primären nicht gestressten Zellen in niedriger Passage und 

primären nicht gestressten Zellen in hoher Passage ermittelt wurden, sowie signifikante 

Unterschiede zwischen Kontrollen und Progerie. 

 

3.3.1 Gesamt-Akt und phosphoryliertes Akt  

Abb. 8 zeigt die Western-Blot-Analyse des Gesamt-Akts für die Kontroll- und die Progerie-

Zellen.  

Replikativ gealterte Kontrollzellen wiesen eine Proteinmenge von 0,4 AU (SD 0,23) auf, was 

einen Rückgang von 60% entspricht. Dieses Ergebnis stellte sich als signifikant dar.  

Kurz nach der Immortalisierung zeigten alle Kontrollzelllinien einen Anstieg des Akts auf 

1,06 AU (SD 0,55). Die große Standardabweichung beweist große interindividuelle 

Unterschiede zwischen den frisch-immortalisierten Fibroblasten. Immortalisierte Zellen in hoher 
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Passage dieser Zelllinien zeigten mit 0,7 AU (SD 0,09) leicht geringere Akt-

Proteinkonzentrationen als die primären nicht gestressten Zellen in niedriger Passage. Somit 

konnte gezeigt werden, dass durch Immortalisierung der Einfluss des Alterns erwartungsgemäß 

reduziert wurde.  

 

 
 
Abb. 8: Western-Blot-Analyse der relativen Gesamt-Akt-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
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Im Gegensatz zu den Kontrollzellen konnte bei den Progerie-Zellen mit 1,22 AU (SD 0,31) ein 

Anstieg der Akt-Konzentration bei primären Zellen in hoher PD nachgewiesen werden. Nach der 

Immortalisierung reagierten die Zellen sehr heterogen. Bei den frisch immortalisierten Zellen 

wiesen HGP003 und HGP127 verminderte Proteinmengen auf, HGP164 und HGP178 erhöhte 

Mengen, sodass ein Mittelwert von 1,0 AU mit einer Standardabweichung von 0,67 erreicht 

wurde. Mit größerem zeitlichem Abstand zur Immortalisierung zeigten 3 der 4 Zellenlinien Akt-

Konzentrationen nahe dem Referenzzustand. Die Zelllinie HGP178 wies hingegen einen 

Anstiegt des Gesamt-Akts auf 4,9 AU auf. Der Mittelwert über alle Progerie-Zelllinien lag hier 

bei 1,42 AU (SD 0,64). Auch hier waren große interindividuelle Unterschiede zwischen den 

einzelnen Zelllinien zu erkennen. 

Die Behandlung der Zellen mit Wasserstoffperoxid gab weder bei Kontrollen noch bei der 

Progerie einen Hinweis auf eine mögliche einheitliche Wirkung auf Akt.  

 

Abb. 9 stellt die Ergebnisse der Western-Blot-Analyse des phosphorylierten Akts dar. Hier fand 

sich eine signifikante Reduktion des Phospho-Akts in Kontrollzellen höherer Passagen (0,02 AU 

(SD 0,02)) im Vergleich zu den Kontrollzellen niedriger Passage (1,0 AU). Nach der 

Immortalisierung stieg das phosphorylierte Akt in unterschiedlichem Ausmaß wieder an 

(1,09 AU; SD 1,7). Die immortalisierten Kontrollzellen in hoher PD wiesen dabei eine weitere 

Zunahme des Phospho-Akts (1,56 AU; SD 0,87) im Vergleich zu den Zellen in niedrigen PDs 

auf. 

Auch in den Progerie-Zellen sank der Proteingehalt des phosphorylierten Akts signifikant auf 

0,4 AU (SD 0,2). Dabei ist die Abnahme des phosphorylierten Akts in den Progerie-Zelllinien 

signifikant geringer als bei den Kontrollzelllinien. Nach der Immortalisierung stieg das Phospho-

Akt auch bei den Progerie-Zellen wieder an (niedrige PD 0,78 AU (SD 0,66); hohe PD 1,08 AU 

(SD 0,77)). Somit zeigte sich auch bei den Progerie-Zelllinien, sodass die Immortalisierung zur 

Rücknahme der Down-Regulation von phosphoryliertem Akt führte.  
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Abb. 9: Western-Blot-Analyse der relativen Phospho-Akt-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
 

3.3.2 Gesamt-mTOR und phosphoryliertes mTOR 

In Abb. 10 sind die Ergebnisse der Western-Blot-Analyse des Gesamt-mTOR-Proteins von 

Kontroll- und Progerie-Zellen dargestellt.  

mTOR, als Down-Stream-Protein des Akts, zeigte sich, wie erwartet, bei allen Kontrollzellen in 

hoher Passage (mit 0,34 AU; SD 0,17) im Vergleich zu denen in niedriger Passage (mit 1,0 AU) 
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signifikant vermindert. Nach Immortalisierung stieg Gesamt-mTOR in unterschiedlichem 

Ausmaß wieder an (MW 0,93 AU; SD 0,50). Bei den Langzeit-immortalisierten Kontrollzellen 

wiesen drei von vier Zelllinien leicht höhere mTOR-Level auf als die jungen primären 

Kontrollzellen. Im Mittel ergab sich ein Wert von 1,02 AU (SD 0,34).  

 

 
Abb. 10: Western-Blot-Analyse der relativen Gesamt-mTOR-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
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Die HGP-Zellen in höherer PD zeigten im Gegensatz zu den Kontrollzellen gleichbleibend bzw. 

erhöhte Gesamt-mTOR-Level (MW 1,25 AU; SD 0,54), sodass sich hier ein signifikanter 

Unterschied zwischen Kontroll- und Progerie-Zellen ergab. Die immortalisierten HGP-Zellen 

stellten sich ähnlich unterschiedlich wie die Kontrollzellen dar. Tendenziell war bei den 

immortalisierten HGP-Zellen ähnlich viel bzw. etwas mehr Gesamt-mTOR vorhanden als bei 

jungen primären HGP-Zellen, aber im Mittel weniger als bei primären HGP-Zellen in hoher PD 

(niedrige Passage nach Immortalisierung MW 1,00 AU, SD 0,67, hohe Passage nach 

Immortalisierung MW 1,42 AU, SD 0,64) 

Ein einheitlicher Effekt von H2O2 auf den Gesamt-mTOR-Gehalt ist nicht zu beobachten.  

 

Abb. 11 zeigt die Ergebnisse der Western-Blot-Analyse des phosphorylierten mTORs bei 

Kontrollen und Progerie. Bei den Kontrollzellen in hoher PD war eine deutliche Reduktion des 

Gehaltes an phosphorylierten mTOR auf einen Wert von 0,26 AU (SD 0,03) zu erkennen. Kurz 

nach der Immortalisierung war ein Anstieg bei drei von vier Zelllinien zu beobachten, sodass im 

Mittel ein Wert von 0,68 AU (SD 0,42) erreicht wurde. Lange nach der Immortalisierung wiesen 

alle Kontrollzelllinien Konzentrationen an phosphoryliertem mTOR auf, die ähnlich der 

primären Zellen in niedriger PD waren (MW 1,09 AU, SD 0,31).  

Bei den Progerie-Zellen in hoher Passage war, wie auch beim Gesamt-mTOR, ein Anstieg bzw. 

keine Veränderung des phosphorylierten mTORs zu sehen. Es ergab sich ein Mittelwert von 

1,41 AU (SD 0,66). Kurz nach der Immortalisierung lag der Gehalt an phosphoryliertem mTOR 

mit 1,10 AU (SD 0,38) auf ähnlichem Niveau wie die primären Progerie-Zellen in niedriger 

Passage. Langzeit-immortalisierte HGP-Zellen wiesen mit Ausnahme der Zelllinien HGP164 

höhere Konzentrationen an phosphorylierten mTOR auf, sodass sich im Mittel ein Wert von 

1,33 AU (SD 0,59) ergab. 

Wasserstoffperoxid führte auch beim phosphoryliertem mTOR zu keinen einheitlichen Effekten 

bezüglich der Proteinmenge.  
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Abb. 11: Western-Blot-Analyse der relativen Phospho-mTOR-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
 

 

 

 



Ergebnisse 
 

50 

3.3.3 Gesamt-p70 und phosphoryliertes p70 

 
Abb. 12: Western-Blot-Analyse der relativen Gesamt-p70-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
 

In Abb. 12 sind die Ergebnisse der Western-Bot-Analyse für Gesamt-p70 der Kontroll- und 

Progerie-Zellen abgebildet. Alle primären Kontrollzellen in hoher Passage wiesen mit 0,06 AU 

(SD 0,06) eine signifikant niedrigere Gesamt-p70-Konzentration auf als ihre entsprechenden 

primären jungen Kontrollzellen.  
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Kurz nach der Immortalisierung konnten wieder höhere Mengen an Gesamt-p70 nachgewiesen 

werden. Diese stellten mit einem Mittelwert von 1,95 AU (SD 0,84) fast eine Verdopplung der 

Proteinmenge der primären jungen Zellen dar, jedoch mit großen interindividuellen 

Schwankungen. In hoher PD nach Immortalisierung waren die Unterschiede weniger stark 

ausgeprägt und näherten sich mit einem Mittelwert von 1,34 AU und einer Standardabweichung 

von 0,43 dem Wert der primären Kontrollzellen niedriger PD an.  

Bei den Progerie-Zellen in hoher Passage zeigten drei von vier Zelllinien eine Reduktion der 

Gesamt-p70-Konzentrationen an. HGP127 scheint eine Ausnahme mit einem Wert von 4,61 AU 

zu bilden. Der Mittelwert aller vier HGP-Zelllinien betrug 1,59 (SD 2,02); lässt man HGP127 

heraus, ergibt sich ein Mittelwert von 0,57 AU.  

Im Gegensatz zu den Kontrollzellinien blieben die Gesamt-p70-Konzentrationen kurz nach der 

Immortalisierung mit 0,48 AU (SD 0,16) auf einem ähnlich niedrigen Niveau wie bei den 

primären alten Zellen. Auch HGP127 verhielt sich hier wie die anderen Zelllinien. Lange nach 

der Immortalisierung zeigen sich die Progerie-Zelllinien sehr heterogen, wobei alle Zelllinien 

höhere Gesamt-p70-Konzentrationen aufwiesen als die frisch immortalisierten Zellen der 

entsprechenden Linie (MW 1,72 AU; SD 1,15). Dabei zeigten sie im Mittel einen höheren 

Gesamt-p70-Gehalt als die primären Progerie-Zellen in niedriger PD. 

Im direkten Vergleich zeigten die frisch immortalisierten Kontrollzelllinien signifikant höhere 

Werte als die Progerie-Zelllinien.  

Die mit H2O2 behandelten Zellen verhielten sich bezüglich der Gesamt-p70-Konzentration 

ähnlich wie ihre nicht gestressten Partner.  

 

Abb. 13 zeigt die Ergebnisse der Western-Blot-Analyse des phosphorylierten p70 in Kontroll- 

und Progerie-Zellen an.  

Auch hier zeigte sich ein Abfall der Konzentration bei primären alten Kontrollzellen auf 

0,16 AU (SD 0,11). Bei den frisch immortalisierten Zellen wiesen zwei Zelllinien nur eine 

leichte Veränderung nach oben (707: 0,45 AU) bzw. nach unten (731: 0,04 AU) im Vergleich zu 

den primären Kontrollen in hoher PD auf, während die anderen zwei Zelllinien einen deutlichen 

Anstiegt der Phospho-p70-Konzentration aufzeigten (778: 2,62 AU; 811: 2,82 AU). Der 

Mittelwert lag hier bei 1,49 AU mit einer entsprechend großen Standardabweichung von 1,44. 

Bei der Zelllinie 731 konnten auch bei Langzeit-immortalisierten Zellen nur geringe 

Konzentrationen von 0,18 AU an phosphoryliertem p70 nachgewiesen werden, während es einen 

deutlichen Anstieg in der Zelllinie 707 auf 3,25 AU gab. Bei den Zelllinien 778 und 811 ist eine 
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Reduktion des Phospho-p70-Gehaltes auf 2,51 bzw. 1,93 AU zu beobachten. Somit ergab sich 

ein Mittelwert von 1,97 AU mit einer Standardabweichung von 1,31. 

  
Abb. 13: Western-Blot-Analyse der relativen Phospho-p70-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
 

Bei den Progerie-Zelllinien war ein signifikanter Abfall der Konzentration an phosphoryliertem 

p70 auf einen mittleren Wert von 0,02 AU mit einer Standardabweichung von 0,01 zu erkennen, 

auch bei der Zelllinie HGP127, deren Gesamt-p70-Gehalt deutlich über den anderen Progerie-
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Zelllinien lag. Kurz nach der Immortalisierung wiesen alle Progerie-Zelllinien einen Anstieg der 

Phospho-p70-Proteinkonzentration auf (MW 0,75 AU; SD 0,71), wobei HGP003 mit 1,11 AU 

und HGP164 mit 1,57 AU bis über das Niveau der primären jungen Zellen stiegen. Bei den 

Zelllinien HGP127 mit 0,20 AU und HGP178 mit 0,10 AU kam es nur zu einem geringen 

Anstieg bis unter ¼ der Referenzkonzentration der primären jungen Fibroblasten.  

Die Unterschiede zwischen den Progerie-Zelllinien waren in einer hohen PD nach der 

Immortalisierung nicht mehr so stark ausgeprägt. Der Proteingehalt an Phospho-p70 lag hier bei 

0,67 AU (SD 0,35).  

Im direkten Vergleich fiel die Phospho-p70-Konzentration signifikant stärker bei primären 

Progerie-Zellen in hoher Passage als bei den entsprechenden Kontrollfibroblasten.  

H2O2 hatte auch hier keinen einheitlichen Effekt auf die Proteinexpression, allerdings ist eine 

Tendenz zu leicht verminderten Konzentrationen bei gestressten Zellen zu erkennen. 

 

3.3.4 Gesamt-ULK1 und phosphoryliertes ULK1 

In Abb. 14 sind die Ergebnisse der Western-Blot-Analyse des Gesamt-ULK1 in Kontroll- und 

Progerie-Zellen dargestellt.  

Wie auch in den up-stream-Proteinen mTOR und Akt zeigte sich bei allen primären 

Kontrollzellen in hoher Passage eine signifikante Reduktion der Gesamt-ULK1-Konzentration 

auf 0,06 AU (SD 0,06) im Vergleich zu den primären Kontrollzellen in niedriger Passage. Kurz 

nach der Immortalisierung wiesen alle Kontrolllinien einen Anstieg der Konzentration auf 

0,70 AU (SD 0,52) auf, wobei die Zelllinie 707 nur einen sehr geringen Anstieg aufwies 

(0,19 AU) und die Zelllinie 811 einen deutlichen Anstieg über das Niveau der primären jungen 

Zellen anzeigte (1,41 AU). In hoher PD nach Immortalisierung verhielt es sich umgekehrt: 707 

zeigte mit 1,13 AU einen Anstieg über das Niveau der primären Referenzzellen. 811 lag mit 

0,12 AU deutlich unter dem Niveau der primären und frisch-immortalisierten Zellen in niedriger 

PD. Im Mittel waren die Werte mit 0,66 AU (SD 0,47) vergleichbar mit den frisch-

immortalisierten Kontrollen. 

Die Konzentrationen an Gesamt-ULK1 bei den Progerie-Zellen waren in allen Messpunkten sehr 

heterogen. Dabei wiesen primäre Progerie-Zellen in hoher Passage im Vergleich zu den 

primären Referenzzellen ähnliche (HGP003 und HGP164 mit 0,90 bzw. 0,91 AU) bzw. fast 

verdreifachte (HGP127 und HGP178 mit 3,16 bzw. 2,89 AU) Proteinmengen auf, sodass es im 

Mittel zu einer vermehrten Proteinexpression von 1,96 AU (SD 1,23) kam.  
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Abb. 14: Western-Blot-Analyse der relativen Gesamt-ULK1-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
 

Kurz nach der Immortalisierung wiesen drei der vier Progerie-Zelllinien niedrigere Gesamt-

ULK1-Konzentrationen auf als die primären jungen und alten Zellen. Nur bei der Zelllinie 

HGP164 ist eine Erhöhung der Konzentration an Gesamt-ULK1 auf 2,51 AU im Vergleich zu 

den primären Zellen zu beobachten. Im Mittel lag die Proteinmenge bei 0,75 AU (SD 1,07). 
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Während es bei HGP164 in einer hohen PD nach Immortalisierung zu einem leichten Abfall der 

Gesamt-ULK1-Menge auf 1,56 AU kam, war bei allen anderen Progerie-Zelllinien wiederum ein 

Anstieg zu erkennen. Die Spannweite lag dabei bei weniger als einer Verdopplung bei der Linie 

HGP003 (0,49 AU) bis hin zum über 40-fachen der Gesamt-ULK1-Konzentration bei der Linie 

HGP178 (9,80 AU) im Vergleich zu den frisch immortalisierten Fibroblasten. Damit ergab sich 

ein Mittelwert von 3,44 AU mit einer Standardabweichung von 3,28. 

Aufgrund der großen Heterogenität der Progerie-Zelllinien zeigt sich eine statistisch signifikant 

höhere Gesamt-ULK1-Konzentration der Progerie-Zellen nur bei den primären alten Zellen.  

Auffallend ist, dass die Applikation von H2O2 in den allen Messpunkten bei der Progerie im 

Mittel zu einem Anstieg des Gesamt-ULK1 führte. Eine Reduktion war nur bei HGP164 und 

HGP178 in niedriger Passage, HGP003 in hoher Passage und HGP127 in niedriger Passage nach 

Immortalisierung zu sehen. Bei den Kontrollzellen war hingegen keine Tendenz erkennbar. 

 

Abb. 15 zeigt die Ergebnisse der Western-Blot-Analyse des phosphorylierten ULK1 in Kontroll- 

und Progerie-Zellen.  

Phospho-ULK1 war im Mittel in den primären Kontrollzellen hoher PD im Vergleich zu den 

Referenzfibroblasten niedriger PD signifikant erniedrigt mit einem Mittelwert von 0,05 AU (SD 

0,07). Dabei waren bei den Fibroblasten der Zelllinien 731 und 778 in hoher Passage nahezu 

keine Proteinbanden im Blot mehr erkennbar. Kurz nach der Immortalisierung stieg die 

Konzentration an phosphoryliertem ULK1, abgesehen von der Zelllinie 707, wieder an (MW 

0,54 AU; SD 0,67). Wie auch beim Gesamt-ULK1 lag der größte Anstieg nach Immortalisierung 

bei der Zelllinie 811. Die Proteinkonzentration lag hier über der der primären jungen Referenz 

(1,45 AU). Lange nach der Immortalisierung lagen die Konzentrationen aller Kontrollen 

zwischen 20 und 50% der Konzentration der primären Referenzzellen (MW 0,35 AU; SD 0,16).  

Die Progerie-Zelllinien wiesen, wie auch beim Gesamt-ULK1, eine große Heterogenität auf. Die 

primären Progerie-Zellen HGP003, HGP127 und HGP164 in hoher Passage zeigten dabei 

weniger phosphoryliertes ULK1 als die primären Zellen in niedriger Passage (0,60 AU, 0,98 AU 

bzw. 0,32 AU). Eine Ausnahme bildete die Zelllinie HGP178 mit einem Anstieg auf 2,65 AU. 

Die frisch immortalisierten Progerie-Zellen wiesen im Mittel mit 0,37 AU (SD 0,51) die 

niedrigsten Phospho-ULK1-Konzentrationen auf. Bei den immortalisierten Zellen in hoher PD 

war bei den Zelllinien HGP127 und HGP178 ein deutlicher Anstieg der Phospho-ULK1-

Konzentration auf das Dreifache der primären Zellen in niedriger PD zu erkennen (2,91 bzw. 

3,09 AU). Die Zelllinien HGP003 und HGP164 zeigten mit 0,52 bzw. 0,26 AU einen Anstieg im 
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Vergleich zu den frisch immortalisierten Fibroblasten auf. Im Vergleich zu den primären jungen 

Referenzzellen lagen sie bei ca. 25-50% des Ausgangswertes. 

 

 
Abb. 15: Western-Blot-Analyse der relativen Phospho-ULK1-Mengen in Kontroll- und Progerie-
Fibroblasten.  
a) Darstellung der Western Blots mit Normalisierung auf ß-Aktin. b) Semi-Quantifizierung der Western-Blot-
Analyse der einzelnen Zelllinien. Als Bezugswert gelten die primären, nicht gestressten Zellen in niedriger PD c) 
Mittelwerte der Semi-Quantifizierung der Kontroll- und Progerie-Zelllinien. Dargestellt sind die Mittelwerte mit 
ihrer Standardabweichung. N=4, *p<0,03, Mann-Whitney-U-Test (exakte 2-seitige Signifikanz). Dargestellt sind 
nur Signifikanzen zwischen Kontrollen und Progerie. (AU: Arbitrary Unit; grün: Kontrollzelllinien, blau: HGP-
Zelllinien; L: niedrige PD, H: hohe PD, -hTERT: primäre Zellen, +hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen) 
 

Während es bei den Kontrollzellen zu einem starken Abfall der Phospho-ULK1-Konzentration 

in hoher Passage der primären Zellen kam, gab es bei den Progerie-Zellen kaum Veränderungen 
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bzw. eine deutliche Erhöhung der Proteinmenge, sodass sich hier ein signifikanter Unterschied 

im Alterungsprozess der beiden Gruppen zeigt.  

Wasserstoffperoxid wies auch hier bei den Progerie-Zellen überwiegend einen Anstieg der 

Phospho-ULK1-Konzentration auf. Bei den Kontrollzellen kommt es eher zu einer geringen 

Reduktion des ULK1, wobei die Effekte zwischen den Zelllinien heterogen sind. 

 

3.3.5 Zusammenfassung der Ergebnisse der Western-Blot-Analyse 

Bei den Kontrollzellen zeigten sich alle untersuchten Proteine des mTOR-Signalweges im Alter 

signifikant vermindert exprimiert. Die Immortalisierung dieser Zellen führte im Mittel bei allen 

untersuchten Proteinen wieder zu einem Anstieg des Proteingehaltes im Vergleich zu den 

primären Zellen in hoher Passage, wobei das Ausmaß des Anstieges bei den einzelnen Proteinen 

unterschiedlich war. Auch waren nach der Immortalisierung große interindividuelle 

Unterschiede zu erkennen. Die Behandlung mit H2O2 hatte auf den mTOR-Signalweg 

hinsichtlich Proteinexpression und Phosphorylierung keinen einheitlichen Einfluss.  

 

Die HGP-Zelllinien zeigten kein einheitliches Bild wie die Kontrollzellen. In den primären 

Zellen hoher Passage ist das Gesamt-Akt kaum verändert bzw. sogar vermehrt exprimiert, 

während die für den mTOR-Signalweg relevante aktive Form des Akts vermindert nachgewiesen 

werden konnte. Gesamt-mTOR und das phosphorylierte mTOR waren in hoher Passage 

hingegen gleich bzw. stärker vertreten als bei den primären HGP-Zellen in niedriger Passage. 

Als down-stream-Protein des mTORs war das Gesamt-p70 in primären alten Zellen überwiegend 

herunterreguliert. Das Phospho-p70 war kaum noch nachweisbar. Als weiteres down-stream-

Protein war Gesamt-ULK1 in hoher Passage gleichbleibend bzw. vermehrt nachweisbar, 

während das phosphorylierte ULK1 eher vermindert nachgewiesen werden konnte, wobei es 

deutliche Unterschiede zwischen den Progerie-Zellen gab. Die Immortalisierung der Progerie-

Zellen zeigte bei den AKT- und mTOR-Proteinen wenig Effekte. Beim Gesamt-p70 wiesen erst 

die Langzeit-immortalisierten Zellen ein Anstieg der Proteinmenge auf. Das phosphorylierte p70 

hingegen konnte nach Immortalisierung sofort wieder vermehrt nachgewiesen werden. Beim 

Gesamt-ULK1 und Phospho-ULK1 wiesen die frisch immortalisierten Zellen die niedrigsten 

Proteinmengen auf. Mit größerem Abstand zu Immortalisierung nahmen die ULK1-Proteine 

wieder zu.  

Auch bei den Progerie-Zellen hatte die Behandlung mit H2O2 auf den mTOR-Signalweg 

hinsichtlich Proteinexpression und Phosphorylierung keinen signifikanten oder einheitlichen 

Einfluss.  
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3.3.6 Western Blot Analyse der Erwachsenen-Kontrollzelllinie 

Die Erwachsenen-Kontrollzelllinie 168 unterschied sich von allen anderen untersuchten 

Zelllinien. Aufgrund geringer Mengen an Versuchszellen wurde lediglich die Western-Blot-

Analyse durchgeführt. Die Zelllinie hat nur eine begrenzte Aussagekraft und soll in dieser Arbeit 

nur als möglicher Ausblick für zukünftige Projekte dienen.  

Abb. 16 zeigt die Western-Blot-Analyse der Erwachsenen-Kontrollzelllinie 168.  

Das Gesamt-Akt steigt in primären alten Zellen deutlich an, das phosphorylierte Akt ist 

vergleichbar mit dem der primären jungen Zellen. Das phosphorylierte mTOR und das Gesamt-

mTOR sind in hoher PD ebenfalls stärker exprimiert als in den primären jungen Zellen. Die 

Down-Stream-Proteine des mTORs sind sowohl im phosphorylierten Zustand als auch als 

Gesamt-Protein in primären alten Zellen hochreguliert. Die Immortalisierung weist wieder ein 

Angleichen an den Zustand der primären jungen Zellen auf, mit Ausnahme des Phospho- und 

Gesamt-ULK1 in Langzeit-immortalisierten Zellen. 

 

 
Abb. 16: Western-Blot-Analyse der Erwachsenen-Kontrollzelllinie 168.  
Darstellung der Western Blots mit dem entsprechenden ß-Aktin. L: niedrige PD, H: hohe PD, - hTERT: primäre 
Zellen, + hTERT: mit hTERT immortalisierte Zellen 
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4 Diskussion 
Altern ist ein natürlicher Prozess, der durch viele verschiedene Einflussfaktoren bestimmt wird. 

Die Hutchinson-Gilford-Progerie zeichnet sich durch einen deutlich beschleunigten 

Alternsprozess aus. Aus diesem Grund dient sie oft als Modell für Untersuchungen des Alterns. 

Dabei stellt sich die Frage, inwiefern normales Altern und das beschleunigte Altern bei der 

Progerie Gemeinsamkeiten und Unterschiede aufweisen. In dieser Arbeit wurden dabei einzelne 

Faktoren des Alterns genauer untersucht: Das Wachstumsverhalten der Zellen in Kultur, die 

Anzahl der seneszenten Zellen und der mTOR-Signalweg zu unterschiedlichen Zeitpunkten und 

unter verschiedenen Bedingungen.  

 

4.1 Diskussion der Methodik 
Die Untersuchungen erfolgten an Fibroblasten von Kindern ohne bekannte genetische 

Erkrankungen als Kontrollgruppe und an Fibroblasten von an Hutchinson-Gilford-Progerie 

erkrankten Kindern. Um Alternseffekte, die während des Alterns des Organismus auftreten, zu 

vermeiden, wurden Kinderzellen aus der gleichen Altersgruppe <10 Jahre verwendet. Untersucht 

wurden Zellen, die ohne zusätzliche Beeinflussung in Kultur gebracht wurden und sich immer 

weiter teilen konnten bis zum Stadium der replikativen Seneszenz.  

Mit jeder Zellteilung kommt es zu einer Verkürzung der Telomere [15,17]. Somit dienten die 

Zellen in niedriger PD nicht nur als Gruppe der jungen Zellen, sondern gleichzeitig auch als 

Vergleichsgruppe mit langen Telomeren. Die Zellen in einer hohen PD entsprachen alten Zellen 

und waren somit die Vergleichsgruppe mit kurzen Telomeren. Um den Einfluss der Telomere 

noch genauer zu untersuchen, wurden alle Zelllinien mithilfe von hTERT künstlich 

immortalisiert und gleichzeitig deren Telomere stabilisiert und damit theoretisch verlängert. Eine 

genaue Messung der Telomerlänge ist im Rahmen dieser Arbeit jedoch nicht erfolgt.  

Um Unterschiede zwischen replikativer und stress-induzierter Seneszenz herauszuarbeiten, 

wurden alle Kulturen zusätzlich mit Wasserstoffperoxid gestresst. Die Heterogenität der in 

diesem Versuch generierten Daten spricht unter anderem dafür, dass das Versuchsprotokoll 

besser standardisiert werden muss. Dies ist allerdings bei H2O2 als Induktor für oxidativen Stress 

nur schwer umsetzbar. Zum einen ist H2O2 bei Raumtemperatur bzw. 37°C nicht sehr stabil, zum 

anderen hängt die schädigende Wirkung des H2O2 als oxidativer Stressor vom 

Stoffwechselvermögen der Zellen ab. Die Fähigkeit, Sauerstoffradikale zu neutralisieren, scheint 

in den untersuchten Zellen nicht zu jedem Beobachtungszeitraum vergleichbar zu sein. 
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Für die zelluläre Seneszenz ist die Seneszenz-assoziierte-β-Galaktosidase der am häufigsten 

verwendete Biomarker. Basis dieser Technik ist, dass seneszente Zellen auf Grundlage eines 

erhöhten intrazellulären lysosomalen Anteils bei einem pH-Wert von 6 das Substrat X-Gal 

umsetzen, während normale Zellen nur bei einem pH-Wert von 4,0 – 4,5 diese Enzymaktivität 

aufweisen [18]. Dabei entsteht aus gelben X-Gal Galaktose und das blaue 5,5'-Dibromo-4,4'-

Dichloro-Indigo. Somit steht eine einfache Zellfärbung zur Verfügung [105,106]. Die gefärbten 

Zellen wurden am Mikroskop ausgewertet. In dieser Arbeit wurden die Zellzählungen von zwei 

Personen verblindet durchgeführt, die an vorangegangenen Schritten nicht beteiligt waren. Damit 

verbunden war eine interindividuelle Schwankung der Zählergebnisse zwischen den 

Untersuchern. Um die Untersuchung zu objektivieren, wurde zusätzlich eine quantitative 

Methode nach dem Protokoll von Gary und Kindell [105] durchgeführt. Beide Methoden 

ergeben ähnliche Aussagen. Beim MUG-Assay liegen die Ergebnisse der Zelllinien näher 

beieinander als bei der manuellen Zellbeurteilung und -zählung. Für die SA-β-Galaktosidase-

Färbung wurden sehr kleine Kulturgefäße verwendet, sodass zum Teil nur sehr wenige Zellen für 

die Bestimmung des Anteils seneszenter Zellen zur Verfügung standen. Das MUG-Assay 

erfolgte in größeren Petrischalen und damit mit einer größeren Menge an Zellen. In der Färbung 

zeigten sich die gestressten Zellen häufig kugelförmig. Damit war die Unterscheidung zwischen 

vitalen und avitalen Zellen in der Mikroskopie deutlich erschwert. Externer Stress mit H2O2 

zeigte zum Teil gegensätzliche Ergebnisse. Besonders bei den frisch immortalisierten Zellen ist 

weniger SA-β-Galaktosidase-Aktivität nach Applikation von oxidativem Stress zu beobachten. 

Dies kann daran liegen, dass die Zellen durch die Immortalisierung insgesamt empfindlicher 

waren und mehr Zellen direkt in die Apoptose bzw. Nekrose übergegangen sind. Um eine 

beweiskräftigere Aussage im Methodenvergleich zum Verhalten der Zellen und zu 

Unterschieden zwischen replikativer und Stress-induzierter Seneszenz zu erhalten, müssen 

weitere Experimente angeschlossen werden und mit einer Bestimmung des Anteils apoptotischer 

und nekrotischer Zellen ergänzt werden. 

	

Da die Fibroblasten in Kultur insgesamt langsam gewachsen sind, stand nur eine begrenzte 

Menge an Zellen zur Verfügung. Daher konnte bei der Western-Blot-Analyse für die 

phosphorylierten Proteine jeweils nur ein Blot ohne Replikate durchgeführt werden. Alle 

anderen Proteine wurden in 1-3 Western-Blot-Experimenten untersucht. Allen Blots lagen 

jeweils Aliquots eines Zelllysates aus einem einzelnen Ansatz zu Grunde. Jede Membran mit 

Nachweis eines phosphorylierten Proteins wurde gestrippt und weiter mit einem 

Antikörpergemisch inkubiert, sodass bei den Analysen der Proteine des mTOR-Signalweges 
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mehrere Blots zur Auswertung zur aus dem Zelllysat generiert werden konnten. Aus den Daten 

der Aliquots wurde jeweils ein Mittelwert gebildet. Aus den Daten der Kontroll- und Progerie-

Zellen wurde je ein Mittelwert über alle Zelllinien inklusive Standardabweichung gebildet. Da 

aufgrund der kleinen Gruppengrößen viele statistische Teste nicht anzuwenden waren, wurde für 

die Auswertung der Mann-Whitney-U-Test als nicht parametrischer Test ohne Normalverteilung 

als statistisches Testverfahren angewandt. Für den Ergebnisbericht wurde die exakte 2-seitige 

Signifikanz verwendet.  

Nachteil dieser Arbeit ist, dass ein direkter Vergleich der Proteinmengen zwischen Kontrollen 

und Progerie nicht durchgeführt wurde und die Ergebnisse somit nur bedingt mit anderen 

Arbeiten im Rahmen von Metaanalysen vergleichbar sind.  

 

Alle Experimente wurden ausschließlich modellhaft in vitro durchgeführt und lassen sich somit 

nur eingeschränkt auf den Organismus übertragen.  

 

4.2 Hutchinson-Gilford-Progerie-Fibroblasten mit gesteigerter Proliferation und 

verfrühter replikativer Seneszenz  

In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Proliferation der Progerie-Zellen in Kultur 

gestört ist. Nach 50 Tagen in Kultur war das Wachstum der Progerie-Zellen im Vergleich zu den 

Kontrollen um rund 53% (±35%) beschleunigt. Nach 150 Tagen lag der Anstieg der 

Wachstumskurven nur noch bei 30% (±31%) im Vergleich zu den Kontrollen. Der 

Wachstumsstopp der Kulturen wurde von den Progerie-Zellen deutlich eher nach im Mittel 

37,9 (±3,9) PDs und 177 (±26) Tagen erreicht (CON 51,6 ±10.8 PDs und 403 (±129) Tage). Die 

Ergebnisse decken sich mit der Arbeit von Bridger und Kill, 2004 [107]. Als Grund für die 

gesteigerte Proliferationsrate bei der Progerie wurde dort die gestörte Interaktion von Lamin A 

und LAP2a mit Rb durch das Progerin diskutiert. Lamin A und LAP2a dienen als Verankerung 

für das Rb. Bei Fehlen eines oder beider dieser Proteine werde die hemmende Funktion des Rb 

auf das Zellwachstum unterdrückt und es komme zur gesteigerten Proliferation. [107,108].  

 

Auffallend ist, dass bei den Progerie-Zellen schon in niedrigen PDs ein höherer Anteil 

seneszenter Zellen nachzuweisen ist (Abb. 6 und Abb. 7). Frühere Untersuchungen konnten 

zeigen, dass Progerin, einhergehend mit irregulären Zellkernen, Verlust an Heterochromatin und 

vermehrten Schäden an der DNA, besonders auch an den Telomeren, frühzeitig Seneszenz 

induziert [54,57,99,100,109,110]. Da HGP-Fibroblasten aufgrund des genetischen Defekts 
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Progerin exprimieren, genauso wie die Vergleichszellen in hoher Passage [11,98], unterstützen 

die Ergebnisse der SA-β-Galaktosidase-Färbung und des MUG-Assays dieser Arbeit die 

Ergebnisse anderer Forscher.  

 

Weiterhin konnte in anderen Studien nachgewiesen werden, dass Zellen von Progerie-Patienten 

insgesamt kürzere Telomere aufweisen als Kontrollzellen. Der genaue Grund dafür ist noch nicht 

vollständig geklärt. Die Forscher diskutieren zum einen, dass es in der Situation der Progerie 

durch den erhöhten Anteil an seneszenten Zellen zu einer Proliferationssteigerung der 

verbleibenden, nicht seneszenten Zellen kommt, um die Anzahl der seneszenten Zellen zu 

kompensieren. Somit wird der Prozess der Telomerlängenverkürzung in allen Zellen 

beschleunigt. Zum anderen wären kürzere Telomere aufgrund vermehrter DNA-Schäden durch 

Progerin denkbar. Die insgesamt verkürzten Telomere können als Erklärung dafür dienen, dass 

die Progerie-Zellen so viel früher als die Kinderkontrollzellen in das Stadium der replikativen 

Seneszenz eintreten [100,111]. Der Zusammenhang zwischen verkürzten Telomeren und 

verfrühter Seneszenz der Progerie-Zellen wird durch die Ergebnisse aus den Wachstumskurven 

und der SA-β-Galaktosidase-Bestimmungen dieser Arbeit bestärkt. So konnte die 

Immortalisierung mit hTERT zu einer deutlichen Steigerung des Überlebens der Zellkulturen 

sowohl von Kontrollzellen als auch von Progerie-Zellen beitragen. Dies wurde bereits in 

vorherigen Arbeiten anderer Forscher gezeigt [112,113]. Eine weitere Studie konnte zeigen, dass 

durch Immortalisierung der Progerie-Zellen mit hTERT Signalwege, die durch Progerin-

induzierte DNA-Schäden ausgelöst wurden und die ansonsten den Eintritt in die Seneszenz 

auslösten, reduziert wurden [99]. Die Bestimmung des Anteils an seneszenten Zellen nach 

Immortalisierung, welche eine Reduktion der seneszenten Zellen von 73% auf 34% bei der 

Progerie und von 40% auf 17% bei den Kontrollen zeigte, fördern den Zusammenhang zwischen 

Telomeren und der Pathogenese der Hutchinson-Gilford-Progerie. 

 

4.3 Unterschiedliche Regulation des mTOR-Signalweges zwischen Hutchinson-

Gilford-Progerie und gesunden Fibroblasten während des replikativen Alterns  

mTOR ist eine Proteinkinase, die an vielen Prozessen innerhalb der Zellen beteiligt ist. Eine 

Aktivierung des mTOR-Signalweges führt zur Proteinbiosynthese, Zellwachstum und Hemmung 

der Autophagie [28,31]. Viele Studien deuten darauf hin, dass mTOR am Überleben und am 

Altern des Organismus beteiligt ist [29,52,114–116]. Deswegen wurde der mTOR-Signalweg 

unter dem Aspekt der replikativen Zellalterung untersucht.  
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In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass es während des replikativen Alterns von 

Kinderkontrollzellen zu einer signifikant verminderten Proteinexpression aller untersuchten 

Proteine des mTOR-Signalweges im Vergleich zu Zellen in niedriger PD kam. Am wenigsten 

Veränderung gab es beim Gesamt-Akt, während das phosphorylierte Akt (Ser473) deutlich 

vermindert war. Die Phosphorylierung an dieser Stelle wird unter anderem durch den mTORC2 

katalysiert [89], sodass dies ein Hinweis darauf ist, dass dieser bei den alten Zellen kaum mehr 

aktiv ist. Dies gilt es, in weiteren Untersuchungen zu bestätigen, da der verwendete Antikörper 

nicht zwischen mTORC1 und mTORC2 differenziert. mTOR selbst ist in alten Zellen im Mittel 

um ca. 70% reduziert, der phosphorylierte Anteil noch etwas mehr (Abb. 10 und Abb. 11). p70 

stellte sich genauso dar. Dies passt zu dem Bild der deutlich abgeflachten Wachstumskurve bei 

primären alten Zellen. Auch unterstützt es die Theorie, dass sich seneszente Zellen im 

Zellzyklusarrest befinden. Diese Zellen benötigen weniger Ressourcen, denn Zellteilungen und 

für die damit einhergehende Proteinbiosynthese finden nicht mehr statt [18,20]. Das 

herunterregulierte Gesamt- und phosphorylierte ULK1 unterstützt die These, dass im Alter die 

Autophagie-Mechanismen nicht mehr richtig funktionieren und es zur Akkumulation von alten, 

defekten Proteinen kommt, welche die Zellfunktionen stören können [117].  

 

Die Progerie zeigte keine einheitlich verminderte Aktivität des m-TOR-Signalweges während 

des Alterns der Zellkultur. Das Gesamt-Akt ist bei Progerie-Zellen in hoher Passage leicht erhöht, 

während das phosphorylierte Akt (Ser473) auf die Hälfte der jungen Zellen reduziert ist (Abb. 8 

und Abb. 9). Hier lässt sich somit auch eine verminderte Aktivität des mTORC2 bei Zellen in 

einer hohen PD vermuten. Auch das Gesamt- und das phosphorylierte mTOR sind im Gegensatz 

zu den Kontrollzellen eher erhöht (Abb. 10 und Abb. 11). Im Gegensatz zum mTOR war p70 

überwiegend vermindert nachzuweisen. Besonders das phosphorylierte p70 war stark vermindert 

exprimiert und korreliert auch hier mit einer abgeflachten Wachstumskurve. Die große 

Diskrepanz zwischen aktiviertem mTOR und nahezu komplett unterdrücktem Phospho-p70 gibt 

Hinweise darauf, dass p70 durch weitere Prozesse innerhalb der Zelle stark reguliert wird. 

Gesamt-ULK1 ist bei Progerie-Zellen in hoher PD tendenziell erhöht, während das 

phosphorylierte ULK1 eher vermindert war im Gegensatz zu den jungen HGP-Zellen (Abb. 14 

und Abb. 15). Dies lässt darauf schließen, dass mehr aktives (dephosphoryliertes) ULK1 in den 

alten Zellen vorhanden war und es somit zu einer erhöhten Autophagie-Aktivität kam. Dieses 

Ergebnis steht im Gegensatz zu dem der Kontrollzellen, sodass hier diskutiert werden kann, ob 

eine Art Rescue-Mechanismus bei der Progerie angeschaltet wird.  
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4.4 Beeinflusst die Telomerlänge den mTOR-Signalweg? 

Eine verminderte Aktivität des mTOR-Signalweges in replikativ gealterten Zellen mit kurzen 

Telomeren ist der Theorie nach sinnvoll, da zu kurze Telomere ihre Funktion als Kappenschutz 

der DNA bei aktiver Proliferation nicht mehr ausführen können und es zu Informationsverlust 

bei weiteren Zellteilungen kommen würde [14,15]. Hauptaufgabe des mTOR-Signalweges ist 

unter anderem die Steuerung von Zellwachstum und Proliferation in Abhängigkeit vom 

Nährstoffangebot [28,31]. Durch die Ergebnisse der Kontrollzellen konnte gezeigt werden, dass 

weitere Mechanismen während des Alterns der Zellkultur in den Signalweg eingreifen, da für 

alle Zellen in den Experimenten dieser Arbeit permanent ein Überangebot an Nährstoffen und 

Wachstumsfaktoren zur Verfügung gestellt wurde. Mit den durchgeführten Experimenten lässt 

sich ein direkter Einfluss von replikativ verkürzten Telomeren auf den mTOR-Signalweg 

vermuten. Ein einfacher, linearer Zusammenhang zwischen Telomerlänge und mTOR hingegen 

ist eher unwahrscheinlich, denn die Immortalisierung mit hTERT führte bei Gesamt-Akt, 

Gesamt- und Phospho-p70 sowie Phospho-ULK1 zu erhöhten Proteinmengen als bei Langzeit-

immortalisierten Zellen mit vermeintlich längeren Telomeren.  

Bei der Progerie hingegen war mTOR kaum verändert. Ein direkter Zusammenhang zwischen 

Telomerlänge und mTOR-Proteinexpression war nicht zu erkennen. Auch beim ULK1 lässt sich 

kein Zusammenhang zwischen Telomerlänge und Proteinmenge erkennen. Auch waren die 

Unterschiede hier bei den einzelnen Zelllinien besonders groß. Die replikativ gealterten primären 

HGP-Zellen mit kurzen Telomeren und die Langzeit-Immortalisierten Zellen mit langen 

Telomeren zeigten jeweils höhere Proteinmengen an als primäre junge Zellen mit langen 

Telomeren und frisch immortalisierte Zellen mit im mindesten stabilisierten Telomere. Dies ist 

ein Hinweis darauf, dass besonders bei Progerie-Zellen Mechanismen auf mTOR einwirken, die 

einen größeren Einfluss haben als die Telomerlänge. Die Immortalisierung mit hTERT konnte 

aber den Effekten des replikativen Alterns, wenn auch in unterschiedlichem Ausmaß, 

entgegenwirken. 

 

4.5 Wasserstoffperoxid hat im Vergleich zum replikativen Altern kaum einen 

Einfluss auf den mTOR-Signalweg. 
Über den gesamten mTOR-Signalweg hinweg gab es keine richtungsweisenden Änderungen der 

Proteinkonzentrationen nach oxidativem Stimulus mit Wasserstoffperoxid, außer bei ULK1 bei 

Progerie.Zellen. Das kann darauf hindeuten, dass replikative Seneszenz und stress-induzierte 

Seneszenz nicht gleichsam auf den kompletten mTOR-Signalweg einwirken. Es ist bekannt, dass 
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unterschiedliche Arten der Seneszenz zu unterschiedlichen Reaktionen in den Zellen führen [18]. 

Inwieweit mTOR daran beteiligt ist, ist noch Gegenstand der Forschung. Das oxidativer Stress 

vor allem die Genregulation der Autophagie in vorgeschädigten Zellen beeinflusst, scheint 

dagegen plausibel. 

 

Im Allgemeinen zeigen seneszente Zellen einen erhöhten Anteil an lysosomalen Inhalten, 

nachweisbar durch die SA-β-Galaktosidase-Färbung. Diskutiert wird, wie die Ergebnisse der 

SA-β-Galaktosidase-Aktivität mit der Autophagie-Aktivität korrelieren [18,118].  

Die Western-Blot-Analyse des ULK1 von Kontrollen und Progerie zeigen gegenläufige 

Ergebnisse in der Regulation während des Alterns bei primären Zellen in hoher Passage. 

Während die Autophagie (ausgedrückt in der Regulation von ULK1) in Kontrollzellen höherer 

Passage abnimmt, steigt der Anteil an seneszenten Zellen (nachgewiesen in der SA-β-

Galaktosidase-Färbung). In den Progerie-Zellen höherer Passage war dagegen eine Zunahme der 

SA-β-Galaktosidase als Maß für die Zunahme der Seneszenz ebenfalls assoziiert mit einer 

gesteigerten ULK1-Expression als Maß für die Zunahme der Autophagie. Hier wäre in weiteren 

Experimenten zu prüfen, ob Progerie-Zellen durch gesteigerte Autophagie versuchen, dem 

Alterungsprozess entgegenzuwirken. 

 

4.6 Ist die Alterung von Kinderzellen gleichzusetzen mit der Alterung von Zellen 

von Erwachsenen? 

In der Literatur wird mehrheitlich über eine Hochregulierung des mTOR-Signalweges bei 

seneszenten Zellen im Alter und bei der Hutchinson-Gilford-Progerie berichtet 

[29,42,53,114,115,119]. Vereinzelt gibt es aber auch Hinweise über eine Herunterregulierung bei 

Progerie [86,102,120].  

Die Ergebnisse der alternden Zellkultur bei den Kinderkontrollen stehen im Gegensatz zu den 

Ergebnissen des erhöhten mTORs während des natürlichen Alterns in den zuvor genannten 

Arbeiten. Während in dieser Arbeit Fibroblasten von genetisch unauffälligen Kindern genutzt 

wurden, die dann in Kultur gealtert sind, haben andere Gruppen die Untersuchungen an Zellen 

durchgeführt, die aus einem bereits gealterten Individuum bzw. aus Modellorganismen 

entnommen wurden [114,115]. Als Tiermodell der Progerie werden häufig gentechnisch 

veränderte ZMPSTE24-/--Mäuse verwendet. Dabei ist die Maus als Modell für das Altern kritisch 

zu sehen, da Mäuse nicht replikativ altern [121]. 
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Um den Aspekt der in Erwachsenen bereits vorgealterten Zellen nicht ganz außer Acht zu lassen, 

wurde der mTOR-Signalweg bei einer Erwachsenenzelllinie untersucht. Aufgrund begrenzter 

Verfügbarkeit dieser Fibroblasten konnte als Experiment nur die Western-Blot-Analyse an der 

Erwachsenenzelllinie 168 durchgeführt werden und ist deswegen in ihrer Aussagekraft 

eingeschränkt. Diese zeigt, im kompletten Gegensatz zu den Kinderkontrollzellen, den 

hochregulierten mTOR-Signalweg in der gealterten primären Zellkultur. Besonders das erhöhte 

Phospho-p70 sticht heraus, da dies sowohl bei den Kinderkontrollzellen als auch den Progerie-

Zellen vermindert nachzuweisen war. Die Progerie ordnet sich demnach mit ihrem teilweise 

erhöhtem mTOR-Signalweg in replikativ gealterten Fibroblasten zwischen den gesunden 

Kinderkontrollzellen mit komplett verminderten mTOR-Signalweg und 

Erwachsenenkontrollzellen mit komplett erhöhtem mTOR-Signalweg ein.  

 

  
Abb. 17: Regelung des mTOR-Signalweges in replikativ gealterten Kontroll-und Progerie-Zellen.  
In gesunden Kontrollzellen kommt es zu einer verminderten Proteinexpression in replikativ gealterten Fibroblasten 
(grüne Pfeile). In HGP-Zellen konnten Akt, mTOR und ULK1 vermehrt nachgewiesen werden, p70S6K war 
hingegen vermindert (blaue Pfeile). Eine erste Untersuchung zeigte, dass es bei replikativ gealterten Zellen, die aus 
einem zuvor gealterten Probanden entnommen wurden, zu einer erhöhten Bildung aller untersuchten Proteine des 
mTOR-Signalweges kam (graue Pfeile). Die genauen Auswirkungen der Proteinregulation auf Zellwachstum, 
Proliferation und Autophagie können an dieser Stelle nur impliziert werden (kleine Pfeile). *In dieser Arbeit wurde 
nur Gesamt-mTOR und das im mTORC1 phosphorylierte mTOR (Ser2448) nachgewiesen. mTORC1 dient an 
dieser Stelle als Stellvertreter.  
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Diese Ergebnisse werfen die Frage auf, ob die vermehrte Expression von Proteinen des mTOR-

Signalweges im Alternsprozess des Organismus eine gezielte Regulation darstellt oder als 

Pathobiochemie zu verstehen ist. Sie deuten darauf hin, dass übergeordnete Prozesse im Körper 

während des Lebens einen Einfluss auf die Regulation des mTOR-Signalweges haben. Als 

Ansatzpunkt könnten epigenetische Mechanismen wie zum Beispiel DNA-Methylierungen 

dienen.  

 

4.7 mTOR-Inhibition und verlängertes Leben? 
Wie zuvor beschrieben, konnte eine Behandlung mit Rapamycin, einem mTOR-Inhibitor, das 

Überleben verschiedener Lebewesen verlängern [28,93–97].  

Die Ergebnisse der Erwachsenenzelllinie lassen eine fehlgeleitete Regulation des mTOR-

Signalweges vermuten, was erneut die Frage aufwirft, inwiefern sich Altern durch eine Therapie 

mit mTOR-Inhibitoren aufhalten oder verlangsamen lässt.  

In einer Studie von Ferrara-Romeo et al. an Mäusen, in denen die Telomerase gentechnisch 

ausgeschaltet wurde, wurde beobachtet, dass eine Therapie mit Rapamycin unerwartet zu einem 

verkürzten Überleben führte. Die Telomere dieser Mäuse waren deutlich verkürzt; der mTOR-

Signalweg, darunter auch p70, war hochreguliert, sodass der Rückschluss gezogen wurde, dass 

mTOR in diesem Fall als Pro-Survival-Pathway diente. Weiterhin konnten sie in einem 

Experiment zeigen, dass die Telomere von Wild-Typ-Mäusen unter Rapamycin-Therapie fragiler 

waren als in nicht-behandelten Mäusen, was auf erhöhten replikativen Stress hindeuten könnte 

[122]. Somit sollte eine grundsätzliche Therapie mit einem mTOR-Inhibitor in diesem 

Zusammenhang kritisch hinterfragt werden. Ob die Ergebnisse dieser Experimente auf den 

Menschen übertragen werden können, sollte an weiteren Experimenten erforscht werden, denn 

es wurde gezeigt, dass Mäuse im Gegensatz zum Menschen nicht replikativ altern [121]. 

 

4.8 Zusammenfassung und Ausblick 

Die vorliegende Arbeit gibt einen Überblick über das Wachstumsverhalten und den mTOR-

Signalweg während des replikativen Alterns der Zellkulturen von Kinderkontroll- und 

Hutchinson-Gilford-Progerie-Fibroblasten.  

1) Progerie-Fibroblasten wachsen schneller, erreichen eher den Wachstumsstopp der Kultur 

und weisen bereits in niedrigen PDs eine höhere Anzahl seneszenter Zellen auf als die 

Kinderkontrollzellen. Die Proteine des mTOR-Signalweges sind in replikativ gealterten 

Kontrollzellen auf allen untersuchten Ebenen (AKT, mTOR, p70, ULK1) signifikant 



Diskussion 
 

68 

vermindert exprimiert. Bei den Progerie-Zellen sind mTOR, ULK1 und das Gesamt-Akt 

kaum verändert bis verstärkt exprimiert, p70 und das phosphorylierte Akt zeigen 

verringerte Proteinmengen an. 

2) Die Immortalisierung mit hTERT wirkt den Effekten des replikativen Alterns bei 

Kontrollen und Progerie in unterschiedlichem Ausmaß entgegen. Die 

Wachstumsgeschwindigkeiten und die Anzahl seneszenter Zellen sind zwischen beiden 

Gruppen vergleichbar. Alle Zellkulturen konnten nach Immortalisierung deutlich länger 

kultiviert werden. Die untersuchten Proteine des mTOR-Signalweges in immortalisierten 

Zellen wurden in die entgegengesetzte Richtung der primären alten Zellen reguliert. Das 

Ausmaß dieser Reaktion ist dabei sowohl zwischen den untersuchten Proteinen als auch 

den einzelnen Zelllinien unterschiedlich ausgeprägt. Die Immortalisierung für sich hat 

somit nicht kalkulierbare Effekte auf den mTOR-Signalweg. Als oxidativer Stressor hat 

H2O2 in der angewandten Dauer und Intensität keinen einheitlichen Effekt auf den 

mTOR-Signalweg. Auch können Effekte des replikativen Alterns so nicht imitiert 

werden.  

 

Die Beobachtungen an den Fibroblasten der Erwachsenenzelllinie müssen durch weitere 

Untersuchungen bestätigt und ausgeweitet werden. Sie bilden aber eine mögliche Erklärung, 

warum in anderen Studien Altern mit einem erhöhten mTOR-Signalweg einhergeht. Da sich 

deutliche Unterschiede während des replikativen Alterns der Zellkulturen aufzeigen, sollte bei 

der Planung weiterer Untersuchungen explizit darauf geachtet werden, genaue Angaben zum 

Alter sowohl bei Entnahme einer Probe aus dem Organismus als auch zur Passage in der 

Zellkultur zu machen, um die Ergebnisse besser in den Kontext des Alterns einzuordnen.  

Die Diskrepanz der Ergebnisse in einigen Punkten in Bezug auf den mTOR-Signalweg im 

Vergleich zu Studien anderer Forscher fordert weitere Untersuchungen zum mTOR-Signalweg 

sowohl bei Gesunden als auch bei der HGP.  

Dabei muss nun geklärt werden, welche Mechanismen auf den mTOR-Signalweg im Alter und 

bei der Progerie einwirken. Mögliche Fragen, die dafür gestellt werden könnten, sind: Haben die 

mTOR-Komplexe an unterschiedlichen Lokalisationen in der Zelle unterschiedliche Funktionen 

und Regulationen? Haben epigenetische Modifikationen einen Einfluss auf den mTOR-

Signalweg? 
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