
Aus der Klinik und Poliklinik für Allgemein-, Viszeral-, Gefäß- und 

Kinderchirurgie 

Chirurgische Klinik I  

Direktor: Professor Dr. med. C.-T. Germer 

 

 

Das onkologische Supportivprodukt Avemar:  

Untersuchungen zum antiproliferativen und 

antimetabolischen Effekt an  

humanen gastrointestinalen Tumorzellen 

 

 

 

 

Inaugural-Dissertation 

zur Erlangung der Doktorwürde der 

Medizinischen Fakultät 

der 

Julius-Maximilians-Universität zu Würzburg 

 

 

vorgelegt von 

Theresa Hahlbrock 

aus Ellwangen 

 

Würzburg, Juli 2016 

  



Referent:   Prof. Dr. rer. nat. C. Otto 

Korreferent:  Prof. Dr. rer. nat. H. Wajant 

Dekan:   Prof. Dr. med. M. Frosch 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tag der mündlichen Prüfung: 23.02.2017 

 

 

Die Promovendin ist Ärztin.  



Inhaltsverzeichnis 

1 Einleitung ...................................................................................................... 1 

1.1 Behandlungskonzepte in der Onkologie ................................................ 1 

1.2 Der Stoffwechsel von Tumorzellen ........................................................ 2 

1.3 Hypoxie und oxidativer Stress ............................................................... 7 

1.4 Mechanismen des Zelltods .................................................................... 9 

1.5 Das onkologische Supportivprodukt Avemar ....................................... 11 

1.6 Ziele ..................................................................................................... 14 

2 Fragen ......................................................................................................... 15 

3 Material und Methoden .............................................................................. 16 

3.1 Kulturmedien und Pufferlösung ........................................................... 16 

3.2 Zelllinien, Zellkultur und Zellernte ........................................................ 16 

3.3 Reagenzien ......................................................................................... 17 

3.4 Kristallviolett-Assay .............................................................................. 18 

3.5 ATP-Assay ........................................................................................... 21 

3.6 Bestimmung reaktiver Sauerstoffspezies ............................................. 22 

3.7 Zellzyklus-Analyse mit Durchflusszytometrie (FACS) .......................... 23 

3.8 Caspase 3/7 Aktivitätsassay ................................................................ 24 

3.9 Messung von Reduktionsäquivalenten ................................................ 25 

3.10 Glukose/Laktatmessung ...................................................................... 26 

3.11 Western-Blot Untersuchungen ............................................................. 27 

3.12 Statistische Auswertung ...................................................................... 27 

4 Ergebnisse .................................................................................................. 29 

4.1 Bestimmung von Zellvitalität und Untersuchungen zum Zellmeta-
bolismus .............................................................................................. 29 

4.2 Charakterisierung der antiproliferativen Effekte von Avemar ............... 36 

4.3 Untersuchungen zum Wirkmechanismus von Avemar ........................ 41 

4.4 Antiproliferative Effekte von Avemar an Fibroblasten .......................... 53 

5 Beantwortung der Fragen .......................................................................... 58 

6 Diskussion .................................................................................................. 60 

6.1 Stellenwert der Alternativ-/Komplementärmedizin in der Onkologie .... 60 

6.2 Versuchsdesign und -durchführung ..................................................... 61 

6.3 Der antiproliferative Effekt von DMBQ und Avemar: Zytotoxizität ........ 62 

6.4 Der antiproliferative Effekt von Avemar: Zytostase und Wachstums-
hemmung ............................................................................................. 66 

6.5 Der antiproliferative Effekt von Avemar an nicht-malignen Zellen ....... 69 

7 Ausblick ...................................................................................................... 71 

8 Zusammenfassung .................................................................................... 72 

9 Literaturverzeichnis ................................................................................... 74 

Eigene Publikationen, Danksagung, Lebenslauf  
 



- 1 - 

 

1 Einleitung 

Im Januar 1971 verkündete der US-amerikanische Präsident Richard Nixon in 

seiner Rede zur Lage der Nation den Kampf gegen Krebs (»War on cancer«). 

Das erklärte Ziel war, eine Heilungs-

möglichkeit für Krebs zu finden 

(Kalberer JT, 1975). Im Dezember 

des gleichen Jahres unterzeichnete 

der Präsident den »National Cancer 

Act«. Mit diesem Gesetz sollte der 

Forschung die bestmögliche Unter-

stützung zugesichert werden, For-

schungsergebnisse zügig umzuset-

zen. Zum Erreichen dieses Ziels wur-

den seitdem Fördergeldern in Milliar-

denhöhe bereitgestellt (Cutler DM, 

2008).  

 

 

 Behandlungskonzepte in der Onkologie  

Die Therapie maligner Erkrankungen bleibt auch weiterhin eine der größten me-

dizinischen und gesellschaftlichen Herausforderungen. So weist die Krebsstatis-

tik für Deutschland eine Zunahme an Krebsneuerkrankungen um 14 % für den 

Zeitraum von 2000 bis 2010 auf, wohingegen die Mortalität um 4 % abnahm 

(Heberger S, 2014). Nach Angaben des Robert-Koch-Instituts (RKI) starben 1980 

in Deutschland zwei Drittel aller Krebspatienten an ihrer Krebserkrankung, aktuell 

sind dies weniger als die Hälfte (www.rki.de). Der Rückgang der Mortalität ist vor 

allem auf Fortschritte bei der Krebstherapie zurückzuführen (Malvezzi M et al., 

2012). Ein für die Krebstherapie grundlegendes Behandlungskonzept, das be-

reits in den 1960er Jahren entwickelt wurde, ist die Chemotherapie (Papac RJ, 

2001). Mit ihr erweiterten sich die therapeutischen Möglichkeiten von Chirurgie 

und Strahlentherapie. Zahlreiche, auch lebensgefährliche Nebenwirkungen der 

Abb. 1.1: Auszug aus dem «National Cancer 
Act» von 1971 (http://www.archives.gov). 

 

http://www.rki.de/
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Chemotherapie stellen auch weiterhin ein hohes Risiko für den Patienten dar 

(www.cancer.gov).  

 

Die Entwicklung selektiv wirkender antikanzerogener Medikamente ist ein we-

sentlicher Fortschritt in der Krebstherapie. Unter dem Namen «targeted therapy» 

(engl. für gezielte Therapie) werden Wirkstoffe zusammengefasst, die sich gezielt 

gegen Strukturen der Krebszelle richten. Hierbei handelt es sich im Wesentlichen 

um Wirkstoffe aus der Substanzklasse der Antikörper und der »small 

molecules«1), die u.a. durch Bindung an Oberflächenstrukturen auf der Krebs-

zelle den Zelltod auslösen, die Neovaskularisation unterbinden (Angioge-

nesehemmer) oder - wie z. B. die so genannten Tyrosinkinaseinhibitoren - die 

Signalweiterleitung in die Krebszelle verhindern (Zhukov NV und Tjulandin SA, 

2008). Zahlreiche in den 1990er Jahren getestete Antikörper oder »small 

molecules«, die heute Bestandteil gängiger Therapieschemata sind, weisen be-

achtliche therapeutische Erfolge auf. So werden z. B. mit dem seit 2001 einge-

setzten Tyrosinkinaseinhibitor Imatinib (Gleevec) bei der Behandlung der chro-

nisch myeloischen Leukämie Remissionsraten von bis zu 60 % erreicht 

(Kantarjian H et al., 2002).  

 

Die vielversprechende »targeted therapy« setzt die Identifizierung tumorzellspe-

zifischer Strukturen auf der Oberfläche oder im Inneren der Krebszelle voraus 

und ist Gegenstand aktueller Forschung (Sievers EL und Senter PD, 2013). Ziel 

ist es, neue Strukturen zu identifizieren und ihre Eignung für therapeutische An-

sätze zu prüfen. So wird seit einigen Jahren der Stoffwechsel von Tumoren wie-

der verstärkt untersucht, nachdem dieser bereits in den 20er Jahren des 20. Jahr-

hunderts im Fokus des wissenschaftlichen Interesses stand.  

 

 Der Stoffwechsel von Tumorzellen  

Warburg und Minami berichteten im Jahr 1923 über eine starke Bildung von 

Milchsäure an Gewebeschnitten solider Tumoren in Gegenwart von Sauerstoff 

(Warburg O und Minami S, 1923). Dieses Phänomen wird als Warburg-Effekt 

                                            
1) Niedermolekulare Verbindungen mit einer Molekülmasse von nicht über 800 g x mol-1; sie sind teilweise 
in der Lage, die Zellmembran zu passieren und in der Zelle ihre Wirkung zu entfalten. 

http://www.cancer.gov/
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bzw. aerobe Glykolyse (»aerobic glycolysis«) bezeichnet2). In normalen Körper-

zellen wird dagegen die Bildung von Milchsäure3) durch Sauerstoff gehemmt, was 

als Pasteur-Effekt4) bezeichnet wird (Pasteur L, 1861). Heute ist allgemein ak-

zeptiert, dass Krebszellen mit Warburg-Effekt perfekt an die in soliden Tumoren 

vorherrschenden hypoxischen Bedingungen angepasst sind (Abb. 1.2).  

 

Die aerobe Bildung von Milchsäure5) in Krebszellen basiert auf der Metabolisie-

rung von Glukose. Hierzu wird Glukose in der Glykolyse zu Pyruvat oxidiert, wo-

bei der Großteil an Pyruvat durch die Laktatdehydrogenase (LDH) zu Laktat re-

duziert (hydriert) wird. Dabei werden die Reduktionsäquivalente NADH+H+ zu 

NAD+ oxidiert (dehydriert). Wie die Enzyme der Glykolyse befindet sich auch die 

LDH im Zytosol. Die Reaktion der aeroben Bildung von Milchsäure ist mit der 

anaeroben Milchsäuregärung identisch und lautet wie folgt:  

ὖώὶόὺὥὸ ὅὌὕ ὔὃὈὌ Ὄ  
      
ựựự  ὒὥὯὸὥὸὅὌὕ ὔὃὈ  

 

Durch die Reduktion von Pyruvat zu Laktat verfügt die Zelle auch in Hypoxie über 

ausreichend regenerierte Reduktionsäquivalente, d.h. sie liegen in der oxidierten 

Form NAD+ vor, um für die Glykolyse zur Verfügung zu stehen. Ohne diese Re-

generation würde die Glykolyse zum Stillstand kommen bzw. es würde weniger 

Glukose umgesetzt werden, was das Überleben der Zelle in Hypoxie gefährden 

würde. Der Warburg-Effekt stellt eine Besonderheit des malignen Stoffwechsels 

dar (Abb. 1.2), während in Hypoxie sowohl normale als auch maligne Zellen 

große Mengen an Laktat bilden.  

 

                                            
2) Die Begriffe «aerobe» und «anaerobe» Glykolyse, die im englischsprachigen Raum häufig verwendet wer-
den (aerobic, anaerobic glycolysis), sind problematisch, da die Glykolyse per se keinen Sauerstoff benötigt. 
Mit dem Begriff «aerobic glycolysis» werden sowohl die Zellatmung als auch der Warburg-Effekt bezeichnet 
und mit dem Begriff «anaerobic glycolysis» die Gärung bzw. Fermentation.  
3) Bei den in einer Zelle vorherrschenden physiologischen Bedingungen liegt Milchsäure zum größten Teil 

in Form seines Anions, dem Laktat vor: CH3-CHOH-COOH  CH3-CHOH-COO- + H+. 
4) Der von Louis Pasteur 1861 bei Hefen entdeckte Effekt beschreibt den unter anaeroben Bedingungen 
erhöhten Umsatz von Glukose; gleichzeitig bilden die Hefen mehr Ethanol. Ein ähnlicher Effekt ist auch im 
Muskel unter anaeroben Bedingungen zu beobachten, wobei dieser Laktat bildet. 
5) Milchsäure entsteht ebenfalls bei der Verstoffwechselung von Glutamin (»Glutaminolyse«). Die Glutami-
nolyse nutzt dabei Reaktionsschritte des Citratzyklus und des Malat-Aspartat-Shuttles. Die Bedeutung von 
Glutamin für den Tumorstoffwechsel ist nicht abschließend geklärt (s. auch Abb. 1.3).  
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Abb. 1.2: Der Glukosestoffwechsel von normalen Körperzellen und Krebszellen in Abhän-
gigkeit von der Versorgung mit Sauerstoff. Glukose gelangt über Glukosetransporter (GLUT) 
in die Zellen und wird in der Glykolyse zu Pyruvat oxidiert, dessen weitere Verstoffwechselung 
von der An- bzw. Abwesenheit von Sauerstoff (O2) abhängt: Bei Anwesenheit von Sauerstoff wird 
Pyruvat in die Mitochondrien transportiert, zu Acetyl-CoA decarboxyliert und die beiden Kohlen-
stoffatome im Citratzyklus zu Kohlendioxid oxidiert. Der Wasserstoff wird dabei auf die Redukti-
onsäquivalente NAD+ bzw. FAD übertragen (nicht dargestellt), die an der Atmungskette zur Syn-
these von ATP aus ADP und anorganischem Phosphat genutzt werden (oxidative Phosphorylie-
rung oder OXPHOS). Glykolyse, Citratzyklus und OXPHOS ermöglichen die vollständige Oxida-
tion von Glukose zu CO2 und H2O bei einem maximalen Energiegewinn von ca. 34 mol ATP pro 
Mol Glukose. Dabei ist die Oxidation der Reduktionsäquivalente mit der Bildung von ATP über 
die Chemiosmose miteinander gekoppelt (Mitchell P, 1961). Bei Sauerstoffmangel verbleibt 
Pyruvat im Zytosol und wird dort mit Hilfe der Laktatdehydrogenase zu Laktat reduziert (anaerobe 
Glykolyse). Zusätzlich zur vollständigen Oxidation von Glukose in Gegenwart von Sauerstoff 
(OXPHOS) und zur partiellen Oxidation bei Abwesenheit von Sauerstoff (anaerobe Glykolyse) 
verfügen Krebszellen über die Fähigkeit, Glukose auch bei Anwesenheit von Sauerstoff nur par-
tiell zu oxidieren und dabei Laktat zu bilden (Warburg Effekt oder aerobe Glykolyse). Laktat wird 
über Monocarboxylat-Transporter (MCT) aus der Zelle geschleust. Schema in Anlehnung an Ma-
rie SK und Shinjo SM, 2011 mit einem Grafikprogramm selbst erstellt.  

 

Der Anteil des Warburg-Effekts (aerobe Glykolyse) an der Entstehung maligner 

Erkrankungen wurde lange Zeit kontrovers diskutiert. Der Warburg-Effekt wurde 

allenfalls als ein Nebeneffekt, nicht aber als Ursache der Krebsentstehung gese-

hen. Im Jahr 2000, 30 Jahre nach Warburgs Tod, vertrat der US-amerikanische 

Biochemiker Thompson die Meinung, dass erst durch eine Änderung des Stoff-

wechsels eine maligne Transformation der Zelle möglich wird (Garber K, 2004). 

Dennoch sind die zum Warburg-Effekt führenden Ursachen weiterhin nicht gänz-
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lich bekannt. Verglichen mit der vollständigen Oxidation von Glukose ist der War-

burg-Effekt, der hauptsächlich ATP aus der Glykolyse und nur zu einem geringen 

Teil aus der Atmungskette gewinnt, energetisch ineffizienter (Abb. 1.2). Aktuelle 

Untersuchungen belegen, dass der Warburg-Effekt für die Versorgung der Tu-

morzelle mit ATP jedoch keinen gravierenden Nachteil darstellt. Dies ist darauf 

zurückzuführen, dass mit der Glykolyse wesentlich schneller ATP produziert wird 

als mit der Atmungskette (Waddell TG et al., 1999;  Pfeiffer T et al., 2001;  

Christofk HR et al., 2008). Dieser, auf einen gesteigerten Glukoseumsatz ange-

passte Zellstoffwechsel, ist Grundlage für das schnelle und invasive Wachstum 

von Krebszellen (Upadhyay M et al., 2013). Des Weiteren stellt die Glykolyse 

essentielle Zwischenprodukte zur Synthese von Nukleinsäuren, Lipiden und Pro-

teinen bereit und ermöglicht somit den gesteigerten anabolen Stoffwechsel von 

Krebszellen (Vander Heiden MG et al., 2009;  Weinberg F und Chandel NS, 

2009).  

 

Phosphorylierte Glukose (Glukose-6-Phosphat) stellt sowohl für die Glykolyse als 

auch für den ebenfalls im Zytosol befindlichen Pentosephosphatweg einen wich-

tigen Ausgangsstoff dar (Abb. 1.3). Bei der Oxidation von Glukose werden Re-

duktionsäquivalente in Form von NADPH + H+ für reduktive Biosynthesen gebil-

det (Abb. 1.3). Hierzu gehört die Synthese von Fettsäuren, Cholesterin, Steroid-

hormonen oder Nukleotiden. Ein gesteigerter anaboler Stoffwechsel ist Voraus-

setzung für ein erhöhtes Zellwachstum, wie es für maligne Zellen charakteristisch 

ist. 

 

Die im Pentosephosphatweg gebildeten Reduktionsäquivalente werden außer-

dem als Cofakoren von Enzymen wie der Glutathion-Reduktase benötigt, die zum 

antioxidativen Schutzsystem der Zelle gehört. Zelleigene Antioxidantien schützen 

vor oxidativem Stress und tragen zur Aufrechterhaltung der Zellhomöostase bei 

(Abb. 1.3). 
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Abb. 1.3: Der Stoffwechsel der Tumorzelle: Glykolyse, oxidative Phosphorylierung, Pento-
sephosphatweg (PPP) und Glutaminolyse. Tumorzellen nutzen verschiedene katabole Wege, 
um ihren ATP-Speicher zu regenerieren. Welche Form der Energiegewinnung überwiegt, ist von 
der jeweiligen Tumorentität und von den äußeren Bedingungen abhängig (Zheng J, 2012). Glu-
kose stellt das Edukt der Glykolyse (links im Bild) und des PPP dar: Nach ihrer intrazellulären 
Phosphorylierung wird das Zwischenprodukt Glukose-6-Phosphat entweder über die Glykolyse 
weiter zu Pyruvat oxidiert oder im Pentosephosphatweg zur Gewinnung von Reduktionsäquiva-
lenten (NADPH) und Bausteinen (Ribose) für u.a. die Nukleinsäuresynthese genutzt. NADPH 

spielt u.a. bei der Regenerierung des Radikalfängers Glutathion (GS-SG + NADPH+H+  2G-SH 
+ NADP+) eine wichtige Rolle. Pyruvat wird wie in Abb. 1.2 beschrieben auch bei aeroben Bedin-
gungen zu Laktat reduziert. Weiterhin wird Pyruvat über den Citratzyklus zu CO2 unter Gewin-
nung von ATP und Reduktionsäquivalenten oxidiert (oxidative Phosphorylierung). Glutamin wird 
im Zuge der Glutaminolyse (rechts im Bild) intrazellulär zu Glutamat umgebaut, in den Mitochond-
rien in den Citratzyklus eingeschleust und zu CO2 oxidiert. Dabei werden ATP und Reduktions-
äquivalente gebildet. Die Bedeutung von Glutamin für den Stoffwechsel von Tumorzellen ist nicht 
abschließend geklärt (Hensley CT et al., 2013) und nicht Gegenstand dieser Arbeit. Schema in 
Anlehnung an Wall BA et al., 2013 mit einem Grafikprogramm selbst erstellt. 
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Die durch den Warburg-Effekt induzierte Bildung von Laktat führt zu einer intra-

zellulären Ansäuerung der Tumorzelle (»intrazelluläre Azidose«). Dies erfordert 

verschiedenartige Anpassungen der Tumorzelle. Hierzu gehören eine gestei-

gerte Resistenz gegenüber der säureinduzierten Apoptose und eine verstärkte 

Expression von Membrantransportproteinen zum Transport von Laktat. Laktat 

wird gegen den Konzentrationsgradienten nach außen transportiert, wodurch 

sich in der unmittelbaren Umgebung des Tumors ein azidotisches Mikromilieu 

ausbildet (Gatenby RA und Gillies RJ, 2004). Die verminderte Blutversorgung 

des Tumors, die den Abtransport von Laktat behindert, verstärkt die extrazellu-

läre Azidose (Kim JW et al., 2007). Es resultiert eine Laktat-induzierte Degrada-

tion der extrazellulären Matrix und der gesunden Nachbarzellen, welche die In-

vasivität einzelner Tumorzellen begünstig (Gatenby RA und Gillies RJ, 2004). 

Zudem schützt die Azidose den Tumor vor der Zerstörung durch Immunzellen 

(Fischer K et al., 2007). 

 

 Hypoxie und oxidativer Stress 

Als Auslöser für den in Normoxie nachweisbaren Warburg-Effekt wird im Wesent-

lichen die unzureichende Versorgung solider Tumoren mit Sauerstoff (Tumorhy-

poxie) verantwortlich gemacht. Es ist allgemein akzeptiert, dass im Gewebe Hy-

poxie vorherrscht, wenn die Sauerstoffkonzentration weniger als 2 % beträgt 

(Bertout JA et al., 2008). Die wesentliche Ursache für Tumorhypoxie ist die ab-

norme Vaskularisation und Perfusion von Tumoren, die zu einer verminderten 

Diffusion führen (Höckel M und Vaupel P, 2001;  Vaupel P und Mayer A, 2007). 

Untersuchungen von Gatenby und Gillies haben das Ausmaß dieser Minderver-

sorgung eindrucksvoll verdeutlicht. In einem soliden Tumor herrschen bereits hy-

poxische Bedingungen, wenn die Zellen mehr als 5 bis 10 Zellschichten von ei-

nem versorgenden Blutgefäß entfernt liegen (Gillies RJ und Gatenby RA, 2007). 

Für diese Zellen steht ausschließlich Glukose als Energieträger zur Verfügung, 

da nur aus Glukose ATP auch ohne Sauerstoff («anaerob») gebildet werden kann 

(Krebs H, 1971;  Racker E, 1974).  

 

Die Unterversorgung solider Tumoren in vivo mit Sauerstoff führt nicht dazu, dass 

sämtliche Zellen eines Tumors gleichzeitig hypoxischen Bedingungen ausgesetzt 
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sind. Das Nebeneinander von hypoxischen und normoxischen Arealen erlaubt 

die Bildung reaktiver Sauerstoffspezies im soliden Tumor. Reaktive Sauer-

stoffspezies, die als Nebenprodukt z. B. an der mitochondrialen Atmungskette 

und durch NADPH Oxidasen entstehen (Bedard K und Krause KH, 2007), spielen 

eine wichtige Rolle bei der Aktivierung von Transkriptionsfaktoren, bei der Regu-

lation von Enzymaktivitäten und bei der Induktion von Apoptose (Castro L und 

Freeman BA, 2001;  Gupte A und Mumper RJ, 2009). Übersteigt der intrazelluläre 

Gehalt an reaktiven Sauerstoffspezies das Potential der Zelle zur Detoxifikation, 

dann spricht man von oxidativem Stress, der zum Zelltod führen kann (Ryter SW 

et al., 2007;  Gupte A und Mumper RJ, 2009). Um sich vor oxidativem Stress zu 

schützen, verfügt die Zelle über antioxidativ wirksame biologische Systeme6), die 

als Radikalfänger überschüssige reaktive Sauerstoffspezies neutralisieren.  

 

Die Bedeutung reaktiver Sauerstoffspezies für die metabolische Reprogrammie-

rung der Krebszelle wurde in einer Arbeit von Finley und Coautoren untersucht 

(Finley LW et al., 2011). Die Autoren zeigten, dass der mitochondrialen NAD+-

abhängigen Deacetylase SIRT37) eine Schlüsselfunktion bei der Ausbildung des 

Warburg-Effekts zukommt. SIRT3 ist an der Destabilisierung des Transkriptions-

faktors HIF-1 (abgeleitet von »hypoxic-induced factor 1«) beteiligt, der die Ex-

pression von Genen reguliert, die für Enzyme der Glykolyse codieren (Abb. 1.4). 

HIF-1 besteht aus einer konstitutiv exprimierten Beta-Untereinheit (HIF-1b) und 

einer Sauerstoff-abhängig regulierten Alpha-Untereinheit (HIF-1Ŭ). Die biologi-

sche Funktion von HIF ist es, die Zelle an hypoxische Bedingungen zu adaptie-

ren. Hierzu gehört neben der gesteigerten Expression von Enzymen der Glyko-

lyse auch die Bildung neuer Blutgefäße (Neovaskularisierung) zur Verbesserung 

der Sauerstoffversorgung (Bensinger SJ und Christofk HR, 2012;  Semenza GL, 

2012).  

 

                                            
6) Hierbei handelt es sich um antioxidativ wirksame Substanzen wie Glutathion, Ascorbinsäure, Ubichinol 
(reduzierte Form von Ubichinon, Abb. 1.7) und um Enzyme wie Superoxiddismutase, Glutathionperoxidase 
und Katalasen (Sies H, 1994).  
7) SIRT3 gehört zur Enzymklasse der Sirtuine, abgeleitet von Gen Sir2 (»silent mating type information re-

gulation 2«). Insgesamt sieben Sirtuine sind als Histon-Deacetylasen an der Regulation des humanen Zell-

metabolismus beteiligt (Onyango P et al., 2002) 
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Die Autoren um Finley konnten zeigen, dass eine verringerte Expression von 

SIRT3 zu einem Anstieg reaktiver Sauerstoffspezies in der Zelle führt. Diese sta-

bilisieren HIF-1Ŭ und steigern so die Expression glykolytischer Enzyme unabhän-

gig von der Sauerstoffversorgung (Abb. 1.4). Damit verliert die Krebszelle die Fä-

higkeit, ihren Glukosestoffwechsel dem Sauerstoffangebot anzupassen (den so 

genannten Pasteur-Effekt). Umgekehrt fanden die Autoren, dass eine Überex-

pression von SIRT3 den Glukoseumsatz über die Glykolyse verringert und die 

Zellproliferation abnimmt. Dagegen wurde die zelluläre Atmung verstärkt (Finley 

LW et al., 2011).  

 

 

Abb. 1.4: Beispiel der metabolischen Reprogrammierung durch reaktive Sauerstoffspe-
zies (ROS). Mitochondriale Sirtuine (SIRT) verfügen über zelluläre Regulationsfunktionen und 
unterdrücken die Bildung reaktiver Sauerstoffspezies. In Krebszellen kann die Expression der 
Sirtuine verringert sein, weshalb der Anteil reaktiver Sauerstoffspezies ansteigt. Der Transkripti-
onsfaktor HIF-1 wird stabilisiert und erhöht die Expression von Enzymen der Glykolyse (Finley 
LW et al., 2011). Schema in Anlehnung an Chiarugi A et al., 2012 mit einem Grafikprogramm 
selbst erstellt.  

 

 Mechanismen des Zelltods 

Mit dem Begriff Apoptose wird der »programmierte Zelltod« bezeichnet (Kroemer 

G et al., 2009), der über einen extrinsischen oder intrinsischen Signalweg initiiert 

ROSROS

HIF-1 HIF-1 

SIRT

Glykolyse  

Aktivierung der 

Transkription 

Aktivierung der 

Transkription 

SIRT

Glykolyse  

Gutartige Zelle Krebszelle
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wird (Abb. 1.5). Botenstoffe (Zytokine), die unter anderem von zytotoxischen T-

Lymphozyten freigesetzt werden, aktivieren den extrinsischen Signalweg. Hierzu 

binden die Zytokine an einen membranständigen »First Apoptosis Signal« (FAS)-

Rezeptor, der über seine zytoplasmatische Domäne (»death-receptor«) letztlich 

zur Aktivierung von Effektor-Caspasen (v.a. Caspase 3, 7, 9) und damit zum Zell-

tod führt. Die Zelle wird dabei proteolytisch verdaut und die auf Vesikel verteilten 

Abbauprodukte von Phagozyten aufgenommen (Degterev A und Yuan J, 2008;  

Ouyang L et al., 2012). Der intrinsische oder auch mitochondriale Weg wird unter 

anderem durch oxidativen Stress und DNA-Schäden initiiert. Die gestörte Zellho-

möostase führt über verschiedene Signalmoleküle zur Aktivierung von Caspasen 

und damit zur Einleitung von Apoptose (Degterev A und Yuan J, 2008). Während 

die Zelle das apoptotische Programm durchläuft, sind typische morphologische 

Veränderungen wie Kernfragmentierung und Ausbildung von Membranbläschen 

zu erkennen (Degterev A und Yuan J, 2008). 

 

Abb. 1.5: Extrinsischer und intrinsischer Weg der Apoptose. Der extrinsische Weg wird 
durch Bindung eines proapoptotischen Liganden an seinen membranständigen Rezeptor initiiert 
und führt über eine zytoplasmatische Todesdomäne und Caspase 8 zur Aktivierung der Effektor-
Caspasen 3,6,7 und damit zum Zelltod. Der intrinsische Weg wird durch intrazelluläre Botenstoffe 
reguliert. Bei gestörter Zellhomöostase überwiegen proapototische Moleküle (u.a. P-53, PUMA, 
BAK) im Vergleich zu antiapoptotischen Molekülen (BLC-2). Aus der inneren Mitochondrien-
membran freigesetztes Cytochrom c führt zur Bildung des Apoptosoms mit Aktivierung der 
Caspasenkaskade. Schema in Anlehnung an Ashkenazi A., 2008 mit einem Grafikprogramm 
selbst erstellt. 

 

Eine Besonderheit der Apoptose stellt die Autophagie dar. Hierbei handelt es sich 

um den zelleigenen Verdau nicht funktionsfähiger Organellen (Maiuri MC et al., 

Caspase 8
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2007). Mit Autophagie sichert die Zelle bei Nährstoffmangel ihr Überleben durch 

endogene Versorgung mit Energieträgern, wofür auch funktionsfähige Strukturen 

abgebaut werden können (Degterev A und Yuan J, 2008). Reichen die zelleige-

nen Reserven nicht aus, führt der exzessive Selbstverdau zum Zellkollaps.  

 

Ein weiteres, zum Zelltod führendes Phänomen, stellt die Nekrose dar, deren 

Hauptmerkmal ein Anschwellen der Zelle ist. Diesem liegt eine gestörte Barrie-

refunktion der Plasmamembran zugrunde, wodurch es zu einem unkontrollierten 

Einstrom von Flüssigkeit kommt und die Zelle schließlich zum Platzen bringt. 

Freigesetzte lytische Enzyme lösen eine lokale Entzündung aus (Edinger AL und 

Thompson CB, 2004). 

 

 Das onkologische Supportivprodukt Avemar 

Seit 2002 ist das wasserlösliche Pulver aus fermentierten Weizenkeimlingen un-

ter dem Namen Avemar als Nah-

rungsergänzungsmittel zugelassen 

und wird in 17 Ländern vertrieben 

(Heimbach JT et al., 2007). Dem 

Produkt werden nicht nur positive Ef-

fekte bei der Behandlung von Tumo-

rerkrankungen, sondern auch bei 

der Behandlung von Autoimmun- 

und Herzerkrankungen zugesprochen (Boros LG et al., 2005). Für Avemar sind 

kaum Nebenwirkungen aus klinischen Studien bekannt (Jakab F et al., 2003;  

Demidov LV et al., 2008). Auch mutagene oder gentoxische Eigenschaften von 

Avemar wurden ausgeschlossen (Boros LG et al., 2005;  Heimbach JT et al., 

2007).  

 

Die Herstellung von Avemar basiert auf einem patentierten Herstellungsverfah-

ren, bei dem die zu 0,04 % in Weizenkeimlingen enthaltenen 2,6-Dimethoxy-1,4-

benzochinone (DMBQ) durch Fermentation mit Saccharomyces cervicaes aus 

ihren glykosidischen Bindungen gelöst werden (Hidvegi M et al., 1999). Chinone 

stellen ubiquitär in der Natur vorkommende reaktive Verbindungen dar, die zwei 

 
Abb. 1.6: Das Nahrungseränzungsmittel Ave-

mar (www.avemar.com). 
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Carbonlygruppen in ortho- oder para-Stellung sowie zwei Kohlenstoffdoppelbin-

dungen aufweisen. Bekannte Chinone sind das in der Atmungskette am Elektro-

nentransport beteiligte Ubichinon sowie eine Reihe von Farbstoffen (Abb. 1.7).  

 

Abb. 1.7: Moleküle mit chinoider Struktur. 1,4 Benzochinon (als 2,6-Dimethoxy-1,4-benzochi-
none oder DMBQ in Weizenkeimlingen enthalten), Anthrachinon (Grundstoff von Farbstoffen) und 
Ubichinon (Bestandteil der Atmungskette in Mitochondrien). 

 

Die antitumorale Wirkung von DMBQ wurde bereits in den frühen 1980er Jahren 

bestätigt (Pethig R et al., 1983). Dabei wurden DMBQ mit einem geeigneten Re-

duktionsmittel wie der Ascorbinsäure zu langlebigen Semichinonradikalen redu-

ziert, die entweder selbst oder durch Bildung reaktiver Sauerstoffspezies zytoto-

xisch wirken (Abb. 1.8). Auch intrazelluläre Enzyme wie NADPH-abhängige Flo-

voenzyme können Elektronen auf DMBQ übertragen und damit Semichinonradi-

kale bilden (Bachur NR et al., 1978). Einen Schutz vor Semichinonradikalen bie-

tet die DT-Diaphorase, ein Enzym, das eine Zwei-Elektronen-Reaktion zur Bil-

dung von unschädlichem Hydrochinon katalysiert (Lind C et al., 1982) (Abb. 1.8). 

 

1,4 Benzochinon Anthrachinon 

H3C

H3C
CH3

CH3 CH3
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Abb. 1.8: Ein- und Zwei-Elektronen-Reaktionen am Beispiel des 1,4 Benzochinons. Ben-
zochinon (BenzoC) wird je nach Reaktionspartner entweder durch eine Ein-Elektronen-Reaktion 
zum Semichinonradikal (SemiC) oder durch eine Zwei-Elektronen-Reaktion zum Hydrochinon 
(HydroC) reduziert. Ascorbinsäure (ASC) als Reduktionsmittel löst eine Ein-Elektronen-Reaktion 
aus, wobei Ascorbinsäure zum Monodehydroascorbat (MDHA) oxidiert wird. Zelleigene NADPH-
abhängige Flavoenzyme katalysieren ebenfalls die Ein-Elektronen-Reduktion. Hierbei entstehen 
langlebige Semichinonradikale, die entweder selbst die DNA und damit die Zelle schädigen oder 
durch Reaktion mit Sauerstoff (O2) reaktive Sauerstoffspezies bilden. Diese führen in der Zelle 
zu oxidativem Stress (Kapitel 1.2). Die Zwei-Elektronen-Reaktion wird durch die intrazelluläre DT-
Diaphorase unter Oxidation von NAD(P)H katalysiert. 

 

In den vergangenen 15 Jahren wurde das antikanzerogene Potential von Avemar 

in vitro und in vivo an unterschiedlichen Tumorzelllinien bzw. Tumorentitäten un-

tersucht. Synergistische Effekte von Avemar in Kombination mit Standard-

chemotherapeutika wurden nachgewiesen (Jakab F et al., 1999;  Jakab F et al., 

2003;  Demidov LV et al., 2008). Ein positiver Einfluss von Avemar auf verschie-

dene tumorassoziierte Faktoren wie Kachexie, Metastasierung oder progressi-

onsfreies Überleben wurde ebenfalls gezeigt (Jakab F et al., 1999;  Jakab F et 

al., 2003). Bei Patienten mit kolorektalem Karzinom, die nach der Operation zu-

sätzlich zur Standardtherapie täglich noch Avemar einnahmen, zeigten sich sig-

nifikant weniger Lokalrezidive und Metastasen als bei Patienten der Vergleichs-

gruppe (Jakab F et al., 2003). Bei Melanom-Patienten war eine adjuvante Che-

motherapie in Kombination mit Avemar der alleinigen Chemotherapie hinsichtlich 

dem progressionsfeien Intervall überlegen (Demidov LV et al., 2008). 

O

O
SemiC

OH

OH
BenzoC HydroC

O2O2

ASCMDHA NAD(P)H+H+ NAD(P)+

O
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Die antikanzerogene Wirkung von Avemar wurde von der Gruppe um Comin-

Anduix und Saiko auf Stoffwechselebene untersucht. Erstere berichtete über eine 

Herunterregulation wichtiger Enzyme der Glykolyse und des Pentosephosphat-

wegs durch Avemar (Comin-Anduix B et al., 2002). Damit fehlen der Zelle die für 

eine Zellteilung wichtigen Reduktionsäquivalente und Ribonukleotide. Zudem 

hemmt Avemar die Aktivität der Ribonukleotidreduktase, ein Schlüsselenzym der 

DNA-Synthese (Saiko P et al., 2007). 

 

 Ziele 

In der vorliegenden Arbeit wurde der antiproliferative und antimetabolische Effekt 

von Avemar an humanen gastrointestinalen Karzinomzellen in vitro untersucht. 

Das antikanzerogene Potential von Avemar wird auf die zytotoxische Wirkung 

von DMBQ zurückgeführt (Hidvegi M et al., 1998). Ein Ziel der Arbeit war somit, 

durch den Vergleich von Avemar und einer äquimolaren Konzentration an 

chemisch reinem DMBQ die Bedeutung der Benzochinone für das 

antikanzerogene Potential von Avemar zu klären. Dazu gehörte, die durch DMBQ 

und Avemar induzierte Bildung reaktiver Sauerstoffspezies zu bestimmen.  

 

Um den Einfluss von Benzochinon-Radikalen und/oder reaktiven Sauerstoff-

spezies auf den Stoffwechsel von Tumorzellen zu untersuchen, wurden 

zusätzlich Messungen zum Zellzyklus, zum Glukoseverbrauch, zur 

Laktatbildung, zum zellulären ATP-Gehalt und zum NADH/NAD+ Verhältnis 

durchgeführt.  

 

Weiterhin wurde die Selektivität der Avemar-vermittelten Zytotoxiziät gegenüber 

malignen und nicht-malignen Zellen untersucht. Hierzu wurden bisher nur wenige 

Arbeiten publiziert (Comin-Anduix B et al., 2002;  Fajka-Boja R et al., 2002). Zu-

dem wurde die zytotoxische Wirkung von Avemar an humanen Fibroblasten 

untersucht, die für solche Untersuchungen häufig eingesetzt werden (Issaeva N 

et al., 2004). 
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2 Fragen 

In der vorliegenden Arbeit wurden Untersuchungen zum antiproliferativen und 

antimetabolischen Effekt von Avemar an drei humanen gastrointestinalen Tumor-

zelllinien durchgeführt. Hierzu wurden folgende Fragen gestellt:  

 

1) Welche antiproliferativen Effekte weist Avemar an den drei humanen gastro-

intestinalen Tumorzelllinien und an humanen Fibroblasten auf?  

 

2) Wird das antikanzerogene Potential von Avemar durch DMBQ-induzierten 

oxidativen Stress ausgelöst?  

 

3) Welche zellspezifischen Eigenschaften begünstigen den antiproliferativen Ef-

fekt von Avemar?  
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3 Material und Methoden 

 Kulturmedien und Pufferlösung 

Medium für Tumorzellen  

Kulturmedium RPMI 1640 in »Dutch Modification« (Invitrogen GmbH, Karlsruhe) 

mit folgenden Zusätzen (Endkonzentration jeweils in Klammern): Penicillin G 

(100 U/mL), Streptomycin (100 ɛg/mL), 2-Mercaptoethanol (50 ɛmol/L), Natri-

umpyruvat (1 mmol/L), Glukose (11 mmol/L), Glutamin (2 mmol/L), 1 % nicht-es-

sentielle Aminosäuren (alle Zusätze von Invitrogen GmbH, Karlsruhe) sowie 

10 % hitzeinaktiviertes fetales Kälberserum (Cell Concepts GmbH, Umkirch). 

 

Medium für Fibroblasten (»Fibroblast Growth Medium 2«, FGM2) 

FGM2 Medium (PromoCell, Heidelberg) mit folgenden Zusätzen (Endkonzentration 

jeweils in Klammern): Insulin (5 ɛg/mL), bFGF (1 ng/mL), Glukose (8 mmol/L) und 

2 % hitzeinaktiviertes fetales Kälberserum.  

 

PBS (»Phosphate buffered saline«) 

Phosphatgepufferte Salzlösung (Invitrogen GmbH, Karlsruhe) bestehend aus 

Natriumchlorid (140 mmol/L), Kaliumchlorid (2,7 mmol/L), Natriumdihydrogen-

phosphat (7,2 mmol/L) sowie Kaliumhydrogenphosphat (1,47 mmol/L).  

 

 Zelllinien, Zellkultur und Zellernte 

Zelllinien sowie deren Bezugsquelle sind in Tabelle 3.1 angegeben.  

 

Tabelle 3.1: Die in der Arbeit untersuchten humanen Tumorzelllinien und Fibroblasten. 

Zelllinie   Gewebe / Zelltyp Bezugsquelle 

23132/87  Magen DSMZ *), Kat.-Nr.: ACC 201 

BxPc-3  Pankreas ATCC **), Kat.-Nr.: CRL-1687 

HRT-18  Rektum ATCC **), Kat.-Nr.: CCL-244 

NHDF-p  Dermale Fibroblasten PromoCell, Kat.-Nr.: C-12350 

*) Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH, Braunschweig 
**) American Type Culture Collection (www.atcc.org) 

 

http://www.atcc.org/
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Die Zellen wurden nach ihrer Aussaat mit RPMI 1640 Medium in 25 cm2 Zellkul-

turflaschen (Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen) bei Standardbedingungen 

von 37°C und 5 % CO2 im CO2 Inkubator (NU-5500, NuAire Inc., Plymouth, USA) 

kultiviert. Zweimal pro Woche wurde das Kulturmedium gewechselt und einmal 

pro Woche die Zellen passagiert. Hierzu wurden nach Absaugen des Mediums 

die Zellen mit 5 mL einer 0,05 % Trypsin /0,22 % EDTA-Lösung (PAA Laborato-

ries GmbH, Pasching, Österreich) für 3 bis 5 Minuten inkubiert. Die vom Boden 

der Kulturflasche abgelösten Zellen wurden in ein 50 mL-Zentrifugenröhrchen 

(Greiner Bio-one, Frickenhausen) überführt, die Zellsuspension für 6 Minuten bei 

396 xg zentrifugiert, der Überstand entfernt und das Zellpellet mit PBS resuspen-

diert. Die Zellen wurden mit Trypanblau (Sigma-Aldrich, Taufkirchen) angefärbt 

und die Zellzahl mit einer Neubauer-Zählkammer (Marienfeld GmbH, Lauda-Kö-

nigshofen) bestimmt. 

 

 Reagenzien  

3.3.1 Avemar  

Das Weizenkeimextrakt Avemar (Biropharma, Budapest, Ungarn) wurde in der 

Ausgangskonzentration von 100 mg/mL in Kulturmedium mit 10 % FCS gelöst 

und anschließend für 10 Minuten im Wasserbad bei 37°C erwärmt. Die Lösung 

wurde steril filtriert (0,2 µm-Filter) und auf eine Endkonzentration von 10 mg/mL 

eingestellt.  

3.3.2 2,6-Dimethoxy-1,4-Benzochinone (DMBQ) 

2,6-Dimethoxy-1,4-Benzochinone (Sigma-Aldrich, Taufkirchen) wurden zu 

0,1 mg/mL (Molekulargewicht: 168,15 g/mol) in Kulturmedium gelöst und für 10 

Minuten bei 37°C im Wasserbad erwärmt. Die klare Lösung wurde steril filtriert 

und auf eine in Avemar (10 mg/mL) zu 0,04 % Benzochinone (Hidvegi M et al., 

1999) äquimolare Konzentration von 0,004 mg/mL bzw. 24 µmol/L Benzochinone 

eingestellt: 10 g/L x 0,0004 / 168,15 g/mol = 2,38x10-5 mol/L = 24 µmol/L.  
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3.3.3  Ascorbinsäure 

Basierend auf Vorversuchen der Arbeitsgruppe wurde das Reduktionsmittel As-

corbinsäure (Sigma-Aldrich, Taufkirchen) im Verhältnis von 1:100 (DMBQ zu As-

corbinsäure) eingesetzt (Endkonzentration: 2,4 mmol/L). Dazu wurde eine 

Stammlösung von 568 mmol/L (100 g/L) Ascorbinsäure (176,12 g/mol) ange-

setzt, für 10 Minuten im Wasserbad bei 37°C inkubiert und anschließend steril 

filtriert.  

 

 Kristallviolett-Assay 

Die Anzahl vitaler Zellen als Maß der Zellvitalität wurde mit dem Kristallviolett-

Assay bestimmt. Der Farbstoff Kristallviolett bindet an das Phosphatrückgrat der 

DNA vitaler Zellen. Dabei besteht eine direkte Proportionalität zwischen der An-

zahl an Kristallviolettmolekülen und der Zellzahl. Für die photometrische Mes-

sung wird das gebundene Kristallviolett in Lösung gebracht und die Absorption 

bei einer Wellenlänge von 570 nm bestimmt (Gillies RJ et al., 1986).  

 

In Zellkulturschalen mit 96 Vertiefungen (96 Well-Platten) wurden pro Vertiefung 

1,5 x 104 Zellen in jeweils 200 µL Medium ausgesät. Versuch und Kontrollen wur-

den in jeweils 6 Vertiefungen (technische Replikate) angesetzt. Mediumreplikate 

ohne Zellen bzw. Replikate der Testsubstanz in Medium (ohne Zellen) wurden 

zur Bestimmung der Blindwerte (»blank values«), und damit zur Korrektur der 

Messwerte angesetzt. Die ausgesäten Zellen wurden für 16 Stunden inkubiert. 

Nach Adhärenz der Zellen wurde die optische Dichte der Ausgangszellzahl be-

stimmt und sämtliche Messwerte hierauf normiert. Der Versuchsansatz begann 

mit dem Wechsel des Kulturmediums mit dem auch Avemar oder DMBQ zuge-

geben wurden. Anschließend wurden die Zellen für 24, 48 und 72 Stunden inku-

biert (Abb. 3.1). Für einige Versuche wurde die Inkubationszeit auf 96 bzw. 120 

Stunden verlängert.  
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Abb. 3.1: Versuchsaufbau zur Untersuchung Avemar- und DMBQ-vermittelter antiprolife-
rativer Effekte mit dem Kristallviolett-Assay. In Zellkulturschalen mit 96 Vertiefungen (96 Well-
Platten) wurden jeweils 1,5 x 104 Zellen pro Vertiefung ausgesät. Im Anschluss an eine 16-stün-
dige Inkubation zur Adhärenz der Zellen wurde die optische Dichte (OD) der Ausgangszellzahl 
bestimmt (Referenz-OD) und sämtliche Messwerte einer Messreihe hierauf normiert. Im An-
schluss an die Adhärenzphase (t0) wurde das Medium gewechselt und die Zellen mit frischem 
Medium bzw. mit Medium plus Avemar oder DMBQ für einen Zeitraum von weiteren 24 bis 120 
Stunden inkubiert (Testphase).  

 

Zum Versuchsende wurde der Überstand aus den Vertiefungen der 96 Well-Plat-

ten abgesaugt, die Zellen mit 100 µL Methanol pro Vertiefung fixiert und - nach 

Entfernen des Methanols - mit 100 µL Kristallviolett-Lösung (0,5 g Kristallviolett 

gelöst in 25 mL Methanol und 75 mL PBS) für 10 Minuten gefärbt. Überschüssi-

ges Kristallviolett wurde durch viermalige Zugabe von Aqua dest. mit anschlie-

ßendem Absaugen aus den Vertiefungen entfernt und die Zellkulturschalen für 

30 Minuten unter dem Abzug getrocknet. Anschließend wurde der Farbstoff 

durch Zugabe von jeweils 200 µL 10 %iger Essigsäure wieder in Lösung ge-

bracht. Hierzu wurden die Zellkulturschalen für 30 Minuten auf einem Schüttler 

(max. 200 rpm) gestellt und anschließend mit einem ELISA-Reader bei einer 

Wellenlänge von 570 nm ausgemessen. Um die Eignung des Kristallviolett-As-

says zur Bestimmung der Anzahl vitaler Zellen zu überprüfen, wurde für jede der 

Adhärenzphase

Aussaat 

der 

Zellen 
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Testsubstanz

Bestimmung 

der OD

Adhärenzphase Testphase  t0 t1 t2 t3
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drei humanen Karzinomzelllinien HRT-18, 23132/87 und BxPc-3 eine Verdün-

nungsreihe mit 1 x 104, 2 x 104, 4 x 104 und 8 x 104 Zellen pro Vertiefung einer 

96 Well-Platte erstellt und die Zellen für 2 Stunden inkubiert. Sie wurden mit Kris-

tallviolett gefärbt und die optische Dichte bestimmt (Abb. 3.2). Mit Hilfe der Stan-

dardkurven wurde der Anteil an ATP und reaktiven Sauerstoffspezies auf die Zell-

zahl berechnet (Kapitel 3.5 und 3.6).  

 

Abb. 3.2: Der Kristallviolett-Assay zur Bestimmung der Anzahl vitaler Zellen. Für jede Zell-
linie (HRT-18, 23132/87, BxPc-3) wurden 1x104, 2x104, 4x104 und 8x104 Zellen pro Vertiefung 
einer 96 Well-Platte ausgesät und die optische Dichte bestimmt. Die Daten sind als Mittelwert 
von 4-6 Messwerten ± Standardabweichung (Fehlerbalken) angegeben.  

 

Die Verdopplungs- bzw. Generationszeiten (g) wurden auf Basis der mit dem 

Kristallviolett-Assay ermittelten Werte nach folgender Formel berechnet:  

g = log2 x Dt / logN - logN0  

Dt Kulturdauer in Stunden; N0 Anzahl der Zellen zum Zeitpunkt Null; N Anzahl der 

Zellen zum Ablesezeitpunkt. 
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 ATP-Assay 

Der zelluläre Gehalt an dem wichtigen Energieträger ATP gibt Aufschluss über 

die Energieversorgung und damit über die Vitalität der Zelle. Der ATP-Gehalt 

wurde mit dem CellTiter-Glo® Luminescent Cell Viability Assay von Promega 

(Madison, USA) bestimmt. Hierbei katalysiert das Enzym Luciferase die Oxida-

tion von Luciferin unter Abstrahlung von Lumineszenzlicht. Bei dieser ATP-ver-

brauchenden Reaktion ist der ATP-Verbrauch proportional zur Ausbeute an Lu-

mineszenzlicht. 

 

Abb. 3.3: Die Lumineszenz-basierte Quantifizierung von ATP. Das Enzym Luciferase kataly-
siert unter ATP-Verbrauch die Oxidation von Luciferin zu Oxyluziferin. Dadurch kommt es zur 
Emission von Licht, das proportional zum ATP-Gehalt der Zelle ist. Die Stärke der Lichtemission 
wird mit einem Luminometer detektiert (http://www.promega.com). 

 

Jeweils 1,5 x 104 Zellen pro Vertiefung einer weißen 96 Well-Platte wurden für 

24 Stunden inkubiert. Der Überstand wurde abgesaugt und die Zellen mit jeweils 

100 µL Zelllyse-Puffer pro Vertiefung lysiert. Nach 10 Minuten wurden 50 µL 

ATP-Reaktionslösung zugegeben, für 30 Minuten bei Raumtemperatur im Dun-

keln inkubiert und anschließend die Lumineszenz bestimmt. Aus einer frisch an-

gesetzten Stammlösung von 100 mmol/L ATP (Sigma Aldrich) wurde eine Ver-

dünnungsreihe hergestellt: 10 µmol/L, 1 µmol/L, 100 nmol/L, 10 nmol/L. Von je-

der Verdünnungsstufe wurden jeweils 100 µL auf eine weiße 96 Well-Platte über-

führt und nach Zugabe von Zelllysepuffer und ATP-Reaktionslösung die Lumi-

neszenz bestimmt. Parallel dazu wurde der Anteil vitaler Zellen mit dem KV-As-

say bestimmt (Kapitel 3.4) und der Gehalt an ATP in pg/106 Zellen berechnet.  
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 Bestimmung reaktiver Sauerstoffspezies  

Die Messung von intrazellulären reaktiven Sauerstoffspezies (ROS) wurde mit 

dem OxiSelectÊ Intracellular ROS Assay Kit von Cellbiolabs (San Diego, USA) 

für eine Inkubationsdauer von 24 Stunden durchgeführt. Reaktive Sauerstoffspe-

zies oxidieren in der Zelle den Farbstoff DCFH zu fluoreszierendem 2ô, 7ô- Di-

chlorofluorescein (DCF). Die gemessene Fluoreszenz ist proportional zum intra-

zellulären Gehalt an reaktiven Sauerstoffspezies (Abb. 3.4).  

 

Abb. 3.4: Die Messung intrazellulärer reaktiver Sauerstoffspezies mit dem fluoreszieren-
den Farbstoff DCF. Der Farbstoff 2ô,7ô-Dichlorodihydrofluorescindiacetat (DCFH-DA) wird durch 
intrazellulªre Esterasen zu 2ô, 7ô-Dichlorodihydrofluorescin (DCFH) umgewandelt. Dieses wiede-
rum wird durch intrazelluläre reaktive Sauerstoffspezies (ROS) zum fluoreszierenden 2ô, 7ô-Di-
chlorofluorescin (DCF) oxidiert (http://www.cellbiolabs.com). 
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1,5 x 104 Zellen pro Vertiefung wurden in transparente 96 Well-Platten ausgesät. 

Nach Adhärenz der Zellen wurde der Überstand abgesaugt und die Vertiefungen 

mit PBS gewaschen (mehrmaliges Zugeben und Absaugen von PBS). Nach Zu-

gabe von DCFH-DA (gelöst in Methanol und in Medium auf die Endkonzentration 

von 100 µmol/L verdünnt) wurden die Zellen für 30 Minuten bei 37°C im CO2-

Inkubator inkubiert. Das Medium mit DCFH-DA wurde entfernt und die Zellen 

zweimal mit PBS gewaschen. Anschließend wurden die Zellen mit jeweils 200 µL 

Medium (Kontrolle) bzw. Medium plus Testsubstanz für 24 Stunden inkubiert. Der 

Überstand wurde am nächsten Tag entfernt, die Vertiefungen mit PBS gewa-

schen und die Zellen mit 100 µL Zelllysepuffer (plus 100 µL PBS) lysiert. Nach 5 

Minuten Inkubation wurden aus jeder Vertiefung 150 µL auf eine schwarze 

96 Well-Platte überführt und mit einem TECAN-Fluorometer (Anregung 485 nm, 

Emission 530 nm) gemessen. Der Anteil an reaktiven Sauerstoffspezies wurde 

in relative Fluoreszenzeinheiten (RFU) angegeben und auf 104 Zellen normali-

siert. Hierzu wurde der Anteil vitaler Zellen mit dem KV-Assay bestimmt (Kapitel 

3.4). Mögliche, die Zellvitalität beeinflussende Effekte von DCFH-DA wurden im 

Vorfeld ausgeschlossen (nicht gezeigt).  

 

 Zellzyklus-Analyse mit Durchflusszytometrie (FACS) 

Zur durchflusszytometrischen Analyse des Zellzyklus wird der DNA-Anteil der 

Zellpopulation mit dem fluoreszierenden Farbstoff Propidiumjodid bestimmt 

(Abb. 3.5). Der DNA-Gehalt der Zellen ist abhängig von der jeweiligen Zellzyk-

lusphase (Krishan A, 1975). In der Interphase findet die Zellreplikation statt. 

Diese gliedert sich in die präsynthetische G1 (Gap1)-Phase mit einfachem Chro-

mosomensatz, die DNA-Verdopplungsphase oder S (Synthese)-Phase und die 

postsynthetische G2 (Gap2)-Phase mit doppeltem Chromosomensatz. Ein Teil 

der Zellen geht von der G1-Phase in ein Ruhestadium, die G0 (Gap0)-Phase 

über. Im Anschluss an die Interphase folgt die Mitose/M-Phase mit doppeltem 

Chromosomensatz, in der es zur Zellteilung kommt. 
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Abb. 3.5: Durchflusszytometrische Zellzyklus-Analyse. (A) Zur Bestimmung der Zellzyklus-
phasen werden die zu untersuchenden Zellen in einem FL2-A/FL2W-Plot unter Ausschluss von 
Dubletten markiert. (B) Histogrammdarstellung der in Teilabbildung A ausgewählten Zellpopula-
tion. Die Subpopulationen sind mit M1, M2, M3 markiert, um die prozentuale Verteilung der Zell-
zyklusphasen zu berechnen. Dabei entspricht der Bereich M1 der Zellpopulation in der G0/G1- 
Phase (einfacher DNA-Gehalt), M2 der Zellpopulation in der S-Phase (DNA-Replikation), M3 der 
Zellpopulation in der G2/M-Phase (doppelter DNA-Gehalt). Darstellung der Auswertung mit dem 
Programm WinMDI Version 2.9 (Joseph Trotter, Scripps Research Institute, La Jolla, CA, USA). 

 

Um den Einfluss von Avemar auf die Zellteilung zu untersuchen, wurden die in 

75 cm2 Kulturflaschen kultivierten Zellen mit Avemar (10 mg/mL) für 24 Stunden 

inkubiert. Jeweils 1 x 106 Zellen wurden in 70 % Ethanol (-20°C) bei -4°C fixiert 

und für 2 Stunden inkubiert. Anschließend wurden die Zellen für 6 Minuten bei 

397 xg zentrifugiert, mit PBS resuspendiert und mit RNase (Invitrogen GmbH, 

Karlsruhe) in einer Endkonzentration von 50 µg/mL für 30 Minuten bei 37°C im 

Dunklen inkubiert. Nach Zugabe von Propidiumjodid (Sigma-Aldrich, Stammlö-

sung: 1 mg/mL, Endkonzentration: 50 µg/mL) wurden die Zellen im Durchflusszy-

tometer (FACScanTM, Becton Dickinson, Heidelberg) gemessen. Als Endpunkt 

jeder Messung wurden 10.000 Ereignisse mit dem Programm BD CellQuestTM 

Pro (Version 5.1.1) gespeichert.  

 

 Caspase 3/7 Aktivitätsassay 

Die Aktivierung der Effektorcaspasen 3 und 7 als Markerenzyme zur Induktion 

von Apoptose wurde mit dem Caspase-Glo® 3/7 Assay von Promega (Madison, 

USA) bestimmt. Der Test basiert auf einer Luciferase katalysierten Reaktion, bei 

der es zur Emission von Licht kommt. Das Lumineszenzsignal ist proportional zur 

Caspase-Aktivität in den untersuchten Zellen (Abb. 3.6).  

 

A B
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Abb. 3.6: Der Nachweis aktivierter Caspase 3/7. Aktive Caspase 3/7 katalysiert die Abspaltung 
des Tetrapeptids DEVD von dem Substrat (Aminoluciferin) der Luciferasereaktion. Nach Oxida-
tion von Aminoluciferin entsteht Lumineszenzlicht, das proportional zum Anteil aktivierter 
Caspase 3/7 ist und mit einem Luminometer detektiert werden kann (www.promega.de). 

 

Die Zellen wurden in weiße 96 Well-Platten ausgesät und mit Avemar für 24 Stun-

den bei 37°C inkubiert. Im Anschluss wurden die Zellen auf Raumtemperatur ab-

gekühlt und jeweils 100 µL vom Caspase-Glo® 3/7 Reagenz in jede Vertiefung 

gegeben, gemischt und für 60 Minuten inkubiert. Anschließend erfolgte die Mes-

sung im Luminometer. 

 

 Messung von Reduktionsäquivalenten  

3.9.1 Bestimmung des Verhältnisses von NADPH zu NADP+ 

Das intrazelluläre Verhältnis von reduziertem NADPH zu oxidiertem NAPD+ 

wurde mit dem NADP/NADPH Quantification Colorimetric Kit von Biovision (Mil-

pitas, USA) bestimmt. Jeweils 1,5 x 106 Zellen wurden mit 200 µL NADP/NADPH-

Extraktionspuffer gelöst und bei -20°C für 20 Minuten inkubiert. Anschließend 

wurde die Suspension auf Raumtemperatur erwärmt und bei 14 000 xg für 5 Mi-

nuten zentrifugiert. Von der klaren Lösung wurden jeweils 150 µL (50 µL pro Rep-

likat) auf eine durchsichtige 96 Well-Platte übertragen. 200 µL aus der gleichen 

Suspension wurden für 30 Minuten auf 60°C erhitzt. Dabei kam es zum Abbau 

von NADP+, wohingegen NADPH intakt blieb. Von der erhitzten Suspension wur-

den 150 µL (50 µL pro Replikat) auf eine 96 Well-Platte übertragen. Nach 5 Mi-

nuten wurden zu jeder Vertiefung 10 µL NADPH-Entwickler dazugegeben und für 
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2 Stunden inkubiert. Die optische Dichte wurde bei einer Wellenlänge von 450 nm 

bestimmt. Das Verhältnis von NADPH zu NADP+ wird wie folgt berechnet:  

NADPH / NADP+ = NADPH / ((NADP+ + NADPH) -NADPH).  

 

Zur Erstellung der Standardkurve wurde aus einer Stammlösung von 10 pmol/µL 

NADPH folgende Konzentrationen (jeweils zwei Replikate) hergestellt: 20, 40, 60, 

80 und 100 pmol/50 µL und die optische Dichte bei einer Wellenlänge von 450 nm 

gemessen (s. Abb. 3.7 am Beispiel NADH).  

 

3.9.2 Bestimmung des Verhältnisses von NADH zu NAD+ 

Das intrazelluläre Verhältnis von NAD+ zu NADH wurde mit dem NAD+/NADP 

Quantification Colorimetric Kit von Biovision (Milpitas, USA) bestimmt. Durchfüh-

rung und Berechnung des NADH/NAD+ Verhältnisses erfolgte wie für 

NADPH/NADP+ beschrieben (Abb. 3.7).  

 
Abb. 3.7: Repräsentative Standardkurve zur 
Bestimmung von NADH in pmol/µL. Die Daten 
sind als Mittelwert von zwei Messwerten ± Stan-
dardabweichung angegeben.  

 

 

 

 

 Glukose/Laktatmessung 

Die Konzentration an Glukose und Laktat im Zellkulturüberstand wurde mit dem 

Cobas 8000 Modular Analyse System (Roche Diagnostics, Mannheim) durch das 

Zentrallabor des Universitätsklinikums Würzburg bestimmt. Der Anteil vitaler Zel-

len wurde mit dem KV-Assay (Kapitel 3.4) bestimmt. Der Verbrauch an Glukose 

bzw. die Bildung von Laktat wurde durch Differenzbildung berechnet (Konzentra-

tion an Glukose bzw. Laktat vor und nach Inkubation) und auf 104 Zellen norma-

lisiert. 
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 Western-Blot Untersuchungen  

1 x 106 Zellen wurden in einem Reaktionsgefäß bei 250 xg für 5 Minuten zentri-

fugiert, zweimal mit PBS gewaschen, anschließend in flüssigem Stickstoff 

schockgefroren und bei -20°C gelagert. Das Zellpellet wurde mit RIPA-Puffer 

(Thermo Fisher, Pierce), der zusätzlich noch Protease- und Phosphatase-Inhibi-

toren enthielt, lysiert. Die Proteinkonzentration wurde mit Hilfe des Brad-ford As-

say (Carls-Roth GmbH, Kat.-Nr. K015.3) bestimmt. Jeweils 30 µg Protein einer 

Probe wurden pro Geltasche in ein 9 %iges Agarosegel (Amresco, Kat.-Nr. J234) 

aufgetragen. Die Trennung der Proteine erfolgte bei 80 Volt für 30 Minuten und 

bei 120 Volt für 150 Minuten. Die Proteine wurden auf eine Nitrozellulose-Memb-

ran (2 µm Porengröße, Hartenstein, Katalog Nr. BA 83) übertragen. Die verwen-

deten Antikörper sowie die Sekundärantikörper sind in Tab. 3.2 aufgelistet. Die 

Chemilumineszenz-Reaktion wurde mit dem Chemilumineszenz-Reagenz ECL 

(GE Healthcare, Amersham, Kat.-Nr. 2132) gestartet. Der Proteinstandard von 

Fermentas, Life Science (Kat.-Nr. SM0671) wurde zur Größenbestimmung ver-

wendet. 

 

Tabelle 3.2: Primäre Antikörper für die Western Blot-Analysen. 

Zielstruktur Katalog-Nr. Verdünnung Firma 

LDH-A  ab47010 1:20.000  abcam  

LDH-B  ab75167 1:40.000  abcam 

GLUT-1  ab652 1:500  abcam 

MCT-1  HPA003324 1:500  Sigma Aldrich 

MCT-4  HPA021451 1:10.000  Sigma Aldrich 

DT-Diaphorase  AHP2167T 1: 2.000  Bio-Rad Serotec 

b-Aktin  Ab8226 1:1.000  abcam 

LC3-I/II  MAP1LC3A/B 1:1.000  serotec 

Anti-Mouse  074-1806 1:10.000  KPL  

Anti-Rabbit  A-10547 1:15.000  invitrogen 

Beide sekundären Antikörper wurden für 1 Stunde bei Raumtemperatur in 2 %iger Magermilch-
lösung inkubiert. 

 

 Statistische Auswertung 

Die Daten wurden mit dem Programm Excel 2007 (Microsoft Corporation, 

Redmond, WA, USA), sowie GraphPad Prism (GraphPad Software, San Diego, 



- 28 - 

 

CA, USA) statistisch ausgewertet. Dabei wurden folgende statistische Testver-

fahren angewandt:  

- Kolmogorov-Smirnov Test zur Überprüfung der Daten auf Normalvertei-

lung. 

- Zweistichproben-t-Test zum Vergleich von zwei unabhängigen Stichpro-

ben (Mittelwerten) normalverteilter Daten; bei ungleichen Standardabwei-

chungen wurde die Welch-Korrektur angewandt. 

- Mann-Whitney-U-Test zum Vergleich von Mittelwerten nicht normalverteil-

ter Daten. 

- Einfaktorielle Varianzanalyse (ANOVA) und anschließende Post-Hoc-

Analyse mit dem Tukey-Test zum Vergleich mehrerer Mittelwerte bzw. 

dem Dunnett-Test zum Vergleich mehrerer Mittelwerte gegenüber dem 

Kontroll-Mittelwert. 

 

Die graphische Darstellung erfolgte mit dem Programm Origin V 9.1 (Origin-

lab Corp., Northampton, MA, USA). Die Daten zur Zellzyklusmessung wurden mit 

dem Programm WinMDI Version 2.9 (Joseph Trotter, Scripps Research Institute, 

La Jolla, CA, USA) ausgewertet.  
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4 Ergebnisse 

 Bestimmung von Zellvitalität und Untersuchungen zum Zellmetabolis-

mus 

In der vorliegenden Arbeit wurden die antiproliferativen und antimetabolischen 

Effekte fermentierter Weizenkeimlinge (Avemar) an den gastrointestinalen Tu-

morzelllinien HRT-18 (Karzinomzelllinie des Rektums), 23132/87 (Karzinomzell-

linie des Magens) und BxPc-3 (Karzinomzelllinie des Pankreas) und an humanen 

Fibroblasten untersucht.  

 

Um bei den späteren Untersuchungen einen möglichen Zusammenhang zwi-

schen der Wirkung von Avemar (zytotoxisch, zytostatisch bzw. ohne Wirkung) 

und einer bestimmten Zelleigenschaft (z. B. schnell bzw. langsam wachsend) 

herstellen zu können, wurde zunächst das Zellwachstum und der Zellmetabolis-

mus der vier Zelllinien untersucht. 

 

Zur Charakterisierung des Zellwachstums wurde für jede Zelllinie die Verdoppe-

lungszeit bestimmt. Dazu wurden die Zellen in Kulturmedium für einen Zeitraum 

von 96 Stunden inkubiert und in Abständen von 24 Stunden die Vitalität der Zellen 

mit dem Kristallviolett (KV)-Assay bestimmt (Abb. 4.1).  

 

Zur Charakterisierung des Zellmetabolismus wurden der Glukoseverbrauch und 

die Laktatproduktion bestimmt. Darüber hinaus wurde die Expression der Laktat-

dehydrogenase und der Transporter MCT-1, MCT-4 und GLUT-1 nachgewiesen 

(Abb. 4.2 und 4.3).  

 

Die in Avemar enthaltenen Benzochinone sollen oxidativen Stress auslösen (Ka-

pitel 1.5), weshalb ebenfalls die Fähigkeit der Zellen überprüft wurde, oxidativem 

Stress entgegenzuwirken.  
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Abb. 4.1: Bestimmung des Zellwachstums. Zellen der Karzinomzelllinien HRT-18, 23132/87 
und BxPc-3 wurden für die gesamte Inkubationsdauer in RPMI 1640 Medium (10 % FCS, 
11 mmol/L Glukose) und Fibroblasten (NHDF-p) in FGM2 Medium (Kapitel 3.1) inkubiert. Die Da-

ten sind als Mittelwert ° Standardabweichung (Fehlerbalken) von 6 Messwerten (technische Rep-
likate) für einen repräsentativen Versuch (von insgesamt 3 unabhängigen Versuchen) angege-
ben. Veränderungen in der Anzahl vitaler Zellen wurden relativ zur Ausgangszellzahl berechnet. 
Basierend auf diesen Daten wurden die in Tabelle 4.1 angegebenen Wachstumsraten ermittelt. 

 

Tabelle 4.1: Berechnung der Verdopplungszeiten in Stunden. Die Verdopplungszeiten bzw. 
Generationszeiten (g) wurden aus den Mittelwerten der in Abb. 4.1 dargestellten Daten für die 

Kulturdauer von 72 Stunden nach folgender Formel berechnet: g = log2 x Dt / (logN - logN0) mit 

Dt Kulturdauer in Stunden; N0 Anzahl der Zellen zum Zeitpunkt Null und N Anzahl der Zellen zum 
Ablesezeitpunkt. 

  HRT-18 23132/87 BxPc-3 NHDF-p*) 

Verdopplungszeit 22,8  1,7 26,4  2,1 35,2  3,4 93,0  8,0 

*) Humane dermale Fibroblasten (Tab. 3.1) 

 

Bei den malignen Zelllinien wies HRT-18 das schnellste und BxPc-3 das lang-

samste Zellwachstum auf (Abb. 4.1 und Tabelle 4.1). Die Verdopplungszeit für 

die humanen Fibroblasten war im Vergleich zu den malignen Zelllinien 3- bis 4-

fach verlängert.  

 

Nach 72 Stunden war bei den malignen Zellen ein Wachstumsstillstand zu be-

obachten (Abb. 4.1); vermutlich das Resultat von Nährstoffmangel. 

Tumorzellen verfügen über die Fähigkeit, auch in Gegenwart von Sauerstoff 

Laktat aus Glukose zu bilden (Warburg-Effekt, Kapitel 1.2). Zum Nachweis dieser 
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Eigenschaft wurden bei den untersuchten Zelllinien die Menge an gebildetem 

Laktat und der Verbrauch an Glukose für die Kulturdauer von 24 Stunden gemes-

sen (Abb. 4.2). In diesem Zusammenhang wurden die Zellen zudem auf die Ex-

pression von LDH und verschiedenen Transportmolekülen für Glukose und 

Laktat (Glut-1, MCT-1, MCT-4) mit Western Blot-Analysen überprüft (Abb. 4.3).  

 

 

Abb. 4.2: Laktatproduktion und Glukoseverbrauch für die Zelllinien HRT-18, 23132/87, 
BxPc-3 und Fibroblasten (NHDF-p). Nach 24 Stunden in Kultur wurden die Konzentrationen 
von Laktat und Glukose im Zellkulturüberstand gemessen, die Differenzen zum jeweiligen Aus-
gangswert berechnet und die Laktatproduktion bzw. der Glukoseverbrauch pro Zelle angegeben. 

Die Zellzahlen wurden mittels Kristallviolett-Assay bestimmt. Die Daten sind als Mittelwert ° Stan-
dardabweichung (Fehlerbalken) von 2-3 unabhängigen Messungen angegeben. Die Werte zum 
Glukoseverbrauch bzw. zur Laktatproduktion sind in Tabelle 4.2 zusammengefasst.  

 

Berechnungen auf Basis der Daten aus Abb. 4.2 erlauben eine grobe Abschät-

zung über den Anteil der verbrauchten Glukose, den jede Zelllinie zur Bildung 

von Laktat (partielle Oxidation von Glukose; Abb. 1.2) und zur vollständigen Oxi-

dation einsetzte (Tabelle 4.2). Nach diesen Berechnungen verbrauchten die Kar-

zinomzellen zum Teil mehr als 90 % der Glukose ausschließlich in der Glykolyse 

(Tabelle 4.2 und Abb. 4.2). Auch Fibroblasten verbrauchten einen Großteil der 

verfügbaren Glukose (ca. 65 %) ausschließlich in der Glykolyse (partielle Oxida-

tion) mit anschließender Reduktion von Pyruvat zu Laktat. Aus den Berechnun-

gen wird außerdem ersichtlich, dass Zellen der Zelllinie BxPc-3 deutlich mehr 

Glukose (18,7 %) durch oxidative Phosphorylierung metabolisierten als Zellen 

der beiden anderen malignen Zelllinien (6,7 bzw. 11,9 %). Auffällig ist auch, dass 
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BxPc-3 Zellen einen deutlich erhöhten Glukoseumsatz (um bis das 6-Fache) und 

eine entsprechend höhere Laktatproduktion aufwiesen als die anderen beiden 

Karzinomzelllinien. Das biochemische Profil der Zelllinien in Tab. 4.2 bestätigt die 

bereits von Warburg gezogene Schlussfolgerung (Warburg O, 1955), dass Tu-

morzellen auf niedrigem Niveau (max. 20 % der Glukose) auch weiterhin zur oxi-

dativen Phosphorylierung in der Lage sind. Mit 35,2 % verbrauchten Fibroblasten 

einen wesentlich höheren Anteil an Glukose über die oxidative Phosphorylierung 

als maligne Zellen. 

 

Tabelle 4.2: Biochemisches Profil maligner und nicht-maligner Zellen. Die Tabelle weist 
Werte für den gemessenen Glukoseverbrauch (GVreal), die gemessene Laktatproduktion (LP) und 
die berechneten Werte für den in die Laktatproduktion gehenden Anteil an partiell oxidierter Glu-
kose (theoretischer Glukoseverbrauch GVtheo) auf. Die Berechnung von GVtheo basiert auf dem 
stöchiometrischen Verhältnis von Glukoseverbrauch zu Laktatbildung von 1:2 (1 Mol Glukose Ą 
2 Mol Laktat). Durch Bildung der Differenz von tatsächlichem (GVreal) und theoretischem (GVtheo) 
Glukoseverbrauch lässt sich der Anteil an vollständig oxidierter Glukose (GVreal-GVtheo) berech-
nen, der über oxidative Phosphorylierung (GOXPHOS) verstoffwechselt wurde (GVreal-
GVtheo)/GVtheox100). Hinweis: Die thermodynamisch relevante Größen Temperatur und Druck 
wurden nicht konstant gehalten, weshalb die Messdaten und die hierauf beruhenden Berechnun-
gen als Tendenzen zu werten sind. Die Werte sind in µmol/L pro Minute (Min) für 104 Zellen 
angegeben. NHDF-p: humane dermale Fibroblasten. 

 

GVreal 
[µmol/L/Min] 

LP 
[µmol/L/Min] 

GVtheo 
[µmol/L/Min] 

Differenz 
GVreal-GVtheo 
[µmol/L/Min] 

GOXPHOS 

HRT-18 0,118 0,208 0,104 0,014 11,9 % 

23132/87 0,090 0,167 0,084 0,006 6,7 % 

BxPc-3 0,556 0,903 0,452 0,104 18,7 % 

NHDF-p 0,375 0,486 0,243 0,132 35,2 % 
 
 

Im Rahmen der Untersuchungen zum Energiestoffwechsel der Zellen wurde zu-

dem die Expression der Laktatdehydrogenase (LDH) und der Transportmoleküle 

(GLUT-1 und MCT) in den Zellen überprüft. LDH ist für den Warburg-Effekt von 

großer Bedeutung (Vander Heiden MG et al., 2009). Während benigne Zellen nur 

bei Sauerstoffmangel Pyruvat zu Laktat verstoffwechseln, findet die LDH-kataly-

sierte Reduktion von Pyruvat zu Laktat in malignen Zellen auch bei aeroben Be-

dingungen statt (Kapitel 1.2). Über die Monocarboxylat-Transporter MCT-1 und 

MCT-4 wird Laktat aus der Zelle geschleust, um eine intrazelluläre Ansäuerung 

zu vermeiden (Halestrap A und Price N, 1999). 
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Abb. 4.3: Nachweis der Expression von LDH-A, LDH-B, GLUT-1, MCT-1 und MCT-4. Die 
Zellen der malignen Zelllinien BxPc-3, 23132/87 und HRT-18 sowie Fibroblasten (NHDF-p) wur-
den auf die Expression der Enzyme LDH-A und LDH-B sowie auf die Transporter GLUT-1, MCT-
1 und MCT-4 untersucht. Die Proteine wurden bei 36 kDA (LDH-A), 37 kDA (LDH-B), 55 kDA 

(GLUT-1), 53 kDA (MCT-1), 49 kDA (MCT-4) und 43 kDA (b-Actin) detektiert. Die verschiedenen 
Proteinbanden von GLUT-1 sind auf posttranslationale Modifikationen mit entsprechend unter-
schiedlichen molekularen Massen für die Isoformen zurückzuführen (Pyla R et al., 2013).  

 

Für die malignen Zellen und Fibroblasten waren Laktatdehydrogenase (LDH-A 

und LDH-B) und der Glukosetransporter GLUT-1 auf Proteinebene nachzuwei-

sen (Abb. 4.3). Auffallend bei den Monocarboxylat-Transportern war, dass MCT-

1 von allen Zellen exprimiert wurde, wohingegen MCT-4 nur in BxPc-3 und in 

Fibroblasten deutlich und in HRT-18 schwach nachzuweisen war.   

 

Zum Schutz vor Benzochinon-induziertem oxidativem Stress verfügt die Zelle 

über verschiedene antioxidative Schutzsysteme, wozu auch die DT-Diaphorase 

gehört (Abb. 1.8), die insbesondere den Chinon-induzierten oxidativen Stress 

verringert (Lind C et al., 1982). Die DT-Diaphorase katalysiert die Zwei-Elektro-

nen-Reduktion vom Chinon zum Hydrochinon und verhindert so die Bildung re-

aktiver Semichinonradikale (Abb. 1.8). Für diese Reaktion liefern die Kofaktoren 

Nikotinamiddinukleotidphosphat (NADP) bzw. Nikotinamiddinukleotid (NAD) den 

notwendigen Wasserstoff, weshalb sie in reduzierter Form vorliegen müssen 

(Brunmark A et al., 1987). 
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Im Western Blot wurde die DT-Diaphorase, das vor Chinon-induziertem oxidati-

vem Stress schützende Enzym, für drei der vier untersuchten Zelllinien nachge-

wiesen (Abb. 4.4). In Fibroblasten und den beiden malignen Zelllinien HRT-18 

und 23132/87 war DT-Diaphorase vorhanden. Dagegen fehlte das Enzym in den 

BxPc-3 Zellen (Abb. 4.4 B); auch die Expression DT-Diaphorase-spezifischer 

mRNA war in BxPc-3 Zellen herunterreguliert (Abb. 4.4 A).  

 

 

Abb. 4.4: Nachweis der DT-Diaphorase in den untersuchten Zelllinien auf mRNA- (A) und 
Proteinebene (B). Die Zellen wurden für 24 Stunden in Medium inkubiert und für RT-qPCR Ana-
lysen (A) bzw. Western Blot Untersuchungen (B) aufbereitet. Die Daten der RT-qPCR sind als 
normalisierte Expression in Form eines Box Plots nach Tukey mit Median (Querstrich), oberes 
und unteres Quartil (obere und untere Begrenzung der Box) und Antennen («Whiskers») ange-

geben. Die molekulare Masse der DT-Diaphorase liegt bei 28 kDA, die von b-Actin bei 43 kDA. 
Die RT-qPCR wurde wie beschrieben durchgeführt (Kämmerer U et al., 2015). *P <0.05, 
**P <0.01, ***P <0.001. 

 

Weiterhin wurde das Verhältnis von reduzierter zu oxidierter Form der beiden 

intrazellulären Kofaktoren NAD und NADP bestimmt. Bei Oxidationsprozessen 

fungiert NAD+ als wichtiger Elektronenakzeptor und daher wird in der Zelle in aller 

Regel ein Verhältnis für NADH/NAD+ von kleiner 1 vorgefunden (Lin SJ und 

Guarente L, 2003). Für NADP dagegen, der Kofaktor für reduzierende Biosyn-

thesen, liegt intrazellulär ein NADPH/NADP+-Verhältnis von größer 1 vor (Veech 

R et al., 1969). Die untersuchten malignen Zellen und Fibroblasten wiesen ein 
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NADH/NAD+-Verhältnis von kleiner 1 auf, während ein NADPH/NADP+-Verhält-

nis von größer 1 in allen malignen Zelllinien gefunden wurde (Abb. 4.5). Am deut-

lichsten war letzteres für die Zelllinie HRT-18 nachzuweisen, bei der das 

NADPH/NADP+-Verhältnis einen Wert von 28 annahm (Abb. 4.5 B).  

 

 

Abb. 4.5: Intrazelluläres Verhältnis von NADH/NAD+ bzw. NADPH/NADP+. Das Verhältnis von 
NADH/NAD+ bzw. NADPH/NAPD+ wurde für die Zelllinien HRT-18, 23132/87, BxPc-3 und NHDF-

p nach 24 Stunden in Kultur bestimmt. Die Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung 
(Fehlerbalken) für 3 repräsentative technische Replikate angegeben. 

 

Für die Fibroblasten war auffällig, dass für beide Kofaktoren das Verhältnis deut-

lich auf Seiten der oxidierten Form lag. Das NADH/NAD+-Verhältnis in Fibroblas-

ten betrug ca. 0,004, wohingegen maligne Zellen ein Verhältnis zwischen 0,5 und 

0,6 aufwiesen. Dies deutet möglicherweise darauf hin, dass Fibroblasten im Ver-

gleich zu malignen Zellen einen gesteigerten oxidativen Stoffwechsel aufweisen, 

wodurch das NADH/NAD+-Verhältnis kleiner bleibt als das von malignen Zellen. 

Dies stimmt mit der Beobachtung überein, dass Fibroblasten deutlich mehr oxi-

dative Phosphorylierung zur Energiegewinnung betreiben als maligne Zellen (Ta-

belle 4.2). 
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 Charakterisierung der antiproliferativen Effekte von Avemar 

Ziel war es, diejenige Avemar-Konzentration zu bestimmen, die bei allen drei un-

tersuchten Zelllinien einen signifikanten antiproliferativen Effekt aufweist. Hierzu 

wurden Zellen der Zelllinien HRT-18, 23132/87 und BxPc-3 mit verschiedenen 

Konzentrationen an Avemar (0,1; 1; 10 mg/mL) für 24 Stunden inkubiert und der 

Anteil vitaler Zellen mit dem Kristallviolett-Assay bestimmt.  

 

 

Abb. 4.6: Der antiproliferative Effekt von Avemar an Zellen der Zelllinien HRT-18, 23132/87 
und BxPc-3. Die Zellen wurden mit den angegebenen Konzentrationen (c) an Avemar für 24 
Stunden inkubiert und anschließend der Anteil vitaler Zellen mit dem KV-Assay bestimmt. Die 
gestrichelte Linie entspricht der Ausgangszellzahl. Veränderungen in der Anzahl vitaler Zellen 

wurden relativ zur Ausgangszellzahl berechnet. Die Daten sind als Mittelwert ° Standardabwei-
chung (Fehlerbalken) von 4-6 Messwerten angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001 zwi-
schen behandelten (Avemar) und unbehandelten Zellen. 

 

Avemar in der Konzentration von 10 mg/mL wies einen eindeutigen antiprolifera-

tiven Effekt bei HRT-18 und 23132/87 Zellen auf und war für BxPc-3 Zellen zyto-

toxisch. Kein antiproliferativer Effekt war für Avemar-Konzentrationen von 0,1 

bzw. 1 mg/mL nachzuweisen (Abb. 4.6). Aufgrund dieser Ergebnisse wurde Ave-

mar für die nachfolgenden Untersuchungen in einer Konzentration von 10 mg/mL 

eingesetzt. 
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Es wurden zunächst die antiproliferativen Effekte von Avemar für eine Inkubati-

onszeit von 12 bzw. 24 Stunden untersucht (Abb. 4.7). 

 

 

Abb. 4.7: Antiproliferative Effekte von Avemar für Inkubationszeiten von 12 und 24 Stun-
den. Dargestellt ist der Anteil vitaler Zellen der Zelllinien HRT-18 (A), 23132/87 (B) und BxPc-3 
(C) für unbehandelte (Kontrolle) und mit Avemar-behandelte Kulturen. Hierzu wurden die Zellen 
in Kulturmedium ohne und mit Avemar (10 mg/mL) für 12 und 24 Stunden inkubiert. Anschließend 
wurde der Anteil vitaler Zellen mit dem KV-Assay bestimmt. Die gestrichelte Linie zeigt die pro-
zentuale Ausgangszellzahl an. Veränderungen in der Anzahl vitaler Zellen wurden relativ zur 

Ausgangszellzahl berechnet. Die Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung (Fehlerbalken) 
von 4-6 Messwerten angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001 zwischen behandelten (Ave-
mar) und unbehandelten Zellen. 

 

In Gegenwart von Avemar verringerte sich die Zunahme vitaler HRT-18 Zellen 

bereits innerhalb von 12 Stunden signifikant (Abb. 4.7 A). Nach einer Inkubati-

onszeit von 24 Stunden war der antiproliferative Effekt von Avemar eindeutig 
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nachzuweisen. Während der Anteil vitaler Zellen in der unbehandelten Kontroll-

gruppe um 192 % zunahm, nahm der Anteil vitaler Zellen unter Avemar lediglich 

um 22 % zu (Abb. 4.7 A). Demnach blieb die Fähigkeit der Zellen zur Proliferation 

grundsätzlich erhalten, doch war das Zellwachstum im Vergleich zur Kontrolle 

deutlich verzögert bzw. gehemmt.  

 

Bei der Zelllinie 23132/87 blieb der Anteil vitaler Zellen durch Inkubation mit Ave-

mar nahezu konstant (Abb. 4.7 B). Avemar induzierte in diesen Zellen eine Zy-

tostase. Im Vergleich dazu zeigten die unbehandelten Zellen eine Zunahme der 

Zellzahl um 105 % nach 24 Stunden.  

 

Die 24-stündige Inkubation der Zelllinie BxPc-3 mit Avemar führte zu einer Ab-

nahme vitaler Zellen um 84 % von der Aussaat (Abb. 4.7 C). Somit wirkte Avemar 

auf BxPc-3-Zellen eindeutig zytotoxisch. Im Vergleich dazu nahm bei der unbe-

handelten Kontrolle der Anteil vitaler Zellen um 83 % zu. 

 

Somit scheinen schnell wachsende Zellen wie HRT-18 (Tabelle 4.1) nicht per se 

empfindlicher auf die Inkubation mit Avemar zu reagieren als langsam wach-

sende Zellen. Die Ergebnisse zum antiproliferativen Effekt von Avemar auf die 

untersuchten Zelllinien sind in Tabelle 4.3 zusammengefasst. 

 

Tabelle 4.3: Beschreibung der Wirkqualität des antiproliferativen Effekts von Avemar bei 
den Zelllinien HRT-18, 23132/87 und BxPc-3. Die Festlegung der Wirkqualität von Avemar er-
folgte nach einer Inkubation von 24 Stunden. Der Einfluss von Avemar auf die Anzahl vitaler 
Zellen ist bezogen auf die Aussaat.  

  Einfluss auf die Anzahl vitaler Zellen Wirkqualität 

 HRT-18 
Zunahme der Zellzahl um mehr als 15 %, aber unter-
halb der Wachstumskontrolle 

Wachstumsverzö-
gernd 

 23132/87 Veränderung der Zellzahl um nicht mehr als 15 %  Zytostatisch 

 BxPc-3 Verringerung der Zellzahl um mehr als 15 %  Zytotoxisch 

 

Im Anschluss wurde der antiproliferative Langzeiteffekt von Avemar auf die Vita-

lität der Zelllinien HRT-18 und 23132/87 für Inkubationszeiten von über 24 Stun-

den untersucht (Abb. 4.8).  



- 39 - 

 

 

Abb. 4.8: Antiproliferative Effekte von Avemar für Inkubationszeiten von mehr als 24 Stun-
den. Dargestellt ist der Anteil vitaler Zellen unbehandelter (Kontrolle) und Avemar-behandelter 
Zellen der Zelllinien HRT-18 (A) und 23123/87 (B). Die Zellen wurden entweder mit Avemar 
(10 mg/mL) für 24 Stunden inkubiert und anschließend mit Avemar-freiem Medium für die ange-
gebenen Zeiten weiter inkubiert (Avemar 24 Stunden) oder über den gesamten Zeitraum ohne 
Mediumwechsel mit Avemar inkubiert (Avemar kontinuierlich). Zur Kontrolle wurden die Zellen für 
die gesamte Versuchsdauer in Zellkulturmedium ohne Avemar kultiviert. Der Anteil vitaler Zellen 
wurde mit dem KV-Assay bestimmt. Veränderungen in der Anzahl vitaler Zellen wurden relativ 
zur Ausgangszellzahl berechnet. Die Daten sind als Mittelwert von 3-6 Messwerten mit Stan-
dardabweichung (Fehlerbalken) angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001 zwischen behan-
delten (Avemar) und unbehandelten Zellen. 
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Bei der Langzeitinkubation war von Interesse, ob der zytostatische bzw. wachs-

tumsverzögernde Effekt von Avemar reversibel ist. Aufgrund der bereits inner-

halb von 24 Stunden nachweisbaren starken zytotoxischen Wirkung von Avemar 

auf Zellen der Zelllinie BxPc-3 (Abb. 4.7 C) wurde der Langzeiteffekt bei diesen 

Zellen nicht untersucht. 

 

Die Variation der Inkubationsdauer mit Avemar ließ folgende antiproliferative Ef-

fekte erkennen: (1) Wurde Avemar nach 24 Stunden gegen frisches Kulturme-

dium ausgetauscht, so nahm der Anteil vitaler Zellen bei HRT-18 Kulturen wieder 

kontinuierlich zu. Die Zunahme vitaler Zellen war dann jedoch geringer als die 

Zunahme der Kontrollzellen. Für 23132/87 Zellen setzte die Proliferation nach 

Entfernen von Avemar erst nach 72 Stunden wieder ein. Die Zellzahlzunahme 

betrug bei 23132/87 Zellen weniger als 200 % für die gesamte Kulturdauer (2). 

Die Langzeitkultur mit Avemar war für Zellen beider Zelllinien zytostatisch bzw. 

zytotoxisch (Abb. 4.8). Bei HRT-18 Zellen war der zytotoxische Effekt zwischen 

96 und 120 Stunden und bei Zellen der 23132/87 Zelllinie zwischen 48 und 72 

Stunden in Kultur zu beobachten.  

 

Zusammenfassung Kapitel 4.2: 

(1) Avemar und die Pankreaskarzinomzelllinie BxPc-3: Avemar induziert ei-

nen starken zytotoxischen Effekt in BxPc-3 Zellen innerhalb von 24 Stunden mit 

einer Abnahme vitaler Zellen um mehr als 80 % (Abb. 4.7 C).  

(2) Avemar und die Magenkarzinomzelllinie 23132/87 und die Rektumkarzi-

nomzelllinie HRT-18 (»Kurzzeiteffekt«): Avemar induziert einen zytostatischen 

bzw. wachstumsverzögernden Effekt bei Zellen dieser Zelllinien innerhalb von 24 

Stunden (Abb. 4.7 A, B).  

(3) Avemar und die Magenkarzinomzelllinie 23132/87 und die Rektumkar-

zinomzelllinie HRT-18 (»Langzeiteffekt«): Die Langzeitkultur mit Avemar indu-

ziert eindeutig zytotoxische Effekt bei Zellen beider Zelllinien. Wird Avemar nach 

24 Stunden aus den Kulturen entfernt, so nimmt der Anteil vitaler Zellen wieder 

zu (Abb. 4.8). In der Stärke der Zunahme vitaler Zellen unterscheiden sich HRT-

18 und 23132/87 Zellen deutlich.  
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 Untersuchungen zum Wirkmechanismus von Avemar 

Im Folgenden wurden die Mechanismen, die den antiproliferativen Effekten von 

Avemar zugrunde liegen, an den malignen Zelllinien HRT-18, 23132/87 und 

BxPc-3 untersucht. 

 

4.3.1 Avemar und DMBQ vermittelte Bildung reaktiver Sauerstoffspezies 

Zur Klärung der Bedeutung der in Avemar enthaltenen 2,6-Dimethylbenzochi-

none (DMBQ) für den antiproliferativen Effekt, wurde die Wirkung von Avemar 

und der Reinsubstanz DMBQ miteinander verglichen. Da DMBQ über die Induk-

tion von oxidativem Stress Zytotoxizität auslösen (Kapitel 1.3), wurde ebenfalls 

die durch DMBQ bzw. Avemar induzierte Bildung reaktiver Sauerstoffspezies ge-

messen. Die Konzentration an DMBQ wurde dabei so gewählt, dass sie äqui-

molar zur Konzentration der Benzochinone in Avemar war; sie betrug 24 µmol/L 

(zur Berechnung s. Kapitel 3.3.2). 

 

Sowohl DMBQ als auch Avemar induzierten innerhalb von 24 Stunden einen zy-

totoxischen Effekt in BxPc-3 Zellen (Abb. 4.9 A). Zudem ließ sich für beide Sub-

stanzen die Bildung von intrazellulären reaktiven Sauerstoffspezies in BxPc-3 

Zellen nachweisen. Dabei lösten DMBQ einen bis zu 20-fachen und Avemar ei-

nen bis zu 40-fachen Anstieg an reaktiven Sauerstoffspezies aus (Abb. 4.10 A). 

Die Korrelation zwischen Zytotoxizität und dem Anteil gebildeter reaktiver Sauer-

stoffspezies lässt vermuten, dass sowohl die Avemar- als auch DMBQ-vermittelte 

Zytotoxizität bei BxPc-3 Zellen auf oxidativen Stress in der Zelle zurückzuführen 

ist.  

 

Bei den Zelllinien HRT-18 und 23132/87 induzierte Avemar ebenfalls die Bildung 

reaktiver Sauerstoffspezies, doch war ihr Anteil in diesen Zellen im Vergleich zur 

Zelllinie BxPc-3 deutlich geringer (Abb. 4.10), so dass vermutlich kein bzw. ein 

schwacher oxidativer Stress in den Zellen induziert wurde. 
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Abb. 4.9: Antiproliferative Effekte von Avemar und DMBQ an Zellen der Karzinom-Zelllinien 
BxPc-3 (A), 23132/87 (B) und HRT-18 (C). Die Zellen wurden mit Medium (Kontrolle), Ascorbin-
säure (AS), Avemar und DMBQ inkubiert. Die gestrichelte Linie entspricht der Ausgangszellzahl. 
Veränderungen in der Anzahl vitaler Zellen wurden relativ zur Ausgangszellzahl berechnet. Die 

Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung (Fehlerbalken) von 4-6 Messwerten angegeben. 
*P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001, n.s. (nicht signifikant) P >0.05.  
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Abb. 4.10: Bildung reaktiver Sauerstoffspezies durch Avemar und DMBQ in Zellen der Kar-
zinom-Zelllinien BxPc-3 (A), 23132/87 (B) und HRT-18 (C). Die Zellen wurden für 24 Stunden 
mit Medium (Kontrolle), Ascorbinsäure, Avemar und DMBQ inkubiert. Die intrazelluläre Bildung 
reaktiver Sauerstoffspezies wurde mit dem DCFH-DA Assay detektiert und auf 10.000 Zellen 
normiert. Hierzu wurde die Anzahl vitaler Zellen mit dem Kristallviolett-Assay bestimmt. Die Daten 
sind als Mittelwert und Standardabweichung von 3-6 Messwerten in RFU («relative fluorescence 
units») angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001, n.s. (nicht signifikant) P >0.05. 
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(Abb. 10 B und C). Zytotoxische Effekte durch Ascorbinsäure wurden im Vorfeld 

für alle Zelllinien ausgeschlossen (Abb. 4.9 A, B und C). 

 

4.3.2 Untersuchungen zur Apoptose  

Die zytotoxische Wirkung von Avemar auf BxPc-3 Zellen (Abb. 4.9) steht in Zu-

sammenhang mit der Bildung reaktiver Sauerstoffspezies (Abb. 4.10). Basierend 

auf diesen Ergebnissen wurde untersucht, ob der durch reaktive Sauerstoffspe-

zies ausgelöste oxidative Stress Apoptose induziert. Hierzu wurde die Aktivie-

rung der Effektor-Caspasen 3 und 7, die für die Induktion von Apoptose eine 

wichtige Rolle spielen (Kapitel 1.4), untersucht. BxPc-3 Zellen wurden für 2 Stun-

den mit Avemar inkubiert.  

 

Die Ergebnisse mit dem Aktivitätsassay (Kapitel 3.8) lassen keine durch Avemar 

induzierte Aktivierung der Caspasen 3 und 7 nach 2 Stunden Inkubation erken-

nen (Abb. 4.11). Es kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass der durch 

Avemar ausgelöste oxidative Stress das apoptotische Programm in BxPc-3 Zel-

len erst zu einem späteren Zeitpunkt aktiviert. Ob der starke oxidative Stress zum 

nekrotischen Zelltod (Kapitel 1.4) führt, ist zudem nicht auszuschliessen, da diese 

Form des Zelltods in Zusammenhang mit oxidativem Stress nicht untersucht 

wurde.  

 

Abb. 4.11: Bestimmung von Caspase 3 und 
7 in den Pankreaskarzinomzellen BxPc-3 
unter Avemareinfluss. Die Konzentration 
von Avemar betrug 10 mg/mL. Zur Kontrolle 
wurden BxPc-3 Zellen in Kulturmedium ohne 
Avemar inkubiert (Inkubationsdauer: 2 Stun-
den). Die Aktivierung der Caspasen 3 und 7 
wurde in einem Lumineszenz-Assay der Firma 
Promega ermittelt (Kapitel 3.5). RLU: »relative 
fluorescence units«; n.s. (nicht signifikant) 

P >0.05. 
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Zusammenfassung Kapitel 4.3.1 und 4.3.2:  

Der durch Avemar und DMBQ bei BxPc-3 Zellen ausgelöste zytotoxische Effekt 

verringert den Anteil vitaler Zellen um mehr als 50 % innerhalb von 24 Stunden 

(Abb. 4.7). Der Nachweis reaktiver Sauerstoffspezies lässt vermuten, dass der 

zytotoxische Effekt auf der Induktion von oxidativem Stress beruht (Abb. 4.10). 

Der antiproliferative Effekt von DMBQ in 23132/87 und HRT-18 Zellen ist abhän-

gig davon, ob Ascorbinsäure als Reduktionsmittel vorliegt oder nicht (zur Bedeu-

tung der Ascorbinsäure für den zytotoxischen Effekt von DMBQ s. Abb. 1.8). 

DMBQ wirkt ausschließlich in Gegenwart von Ascorbinsäure zytotoxisch, wohin-

gegen Avemar unabhängig vom Reduktionsmittel zytostatische bzw. wachstums-

verzögernde Effekte auslöst (Abb. 4.9). 

 

4.3.3 Einfluss von Avemar auf den Zellzyklus  

Der antiproliferative Effekt von Avemar induzierte in Zellen der Zelllinie 23132/87 

eine Zytostase und in Zellen der Zelllinie HRT-18 eine Wachstumsverzögerung 

(Abb. 4.7 und Tabelle 4.3). Mit der Durchflusszytometrie (FACS) wurde für beide 

Zelllinien ein möglicher Einfluss von Avemar auf den Zellzyklus untersucht. Dazu 

wurden die Zellen für 24 Stunden in Kulturmedium mit und ohne Avemar kultiviert 

und anschließend wurde der zelluläre DNA-Gehalt gemessen.  

 

Bei Zellen der Rektumkarzinomzelllinie HRT-18 löste Avemar keine Verschie-

bung der Zellzyklusphasen aus (Abb. 4.12 A). Die Verteilung der Zellen auf 

G0/G1-, S- und G2/M-Phase entsprach der der Wachstumskontrolle. Bei den Ma-

genkarzinomzellen 23132/87 dagegen kam es durch Avemar zu einer Anreiche-

rung der Zellen in der G2/M Phase (Abb. 4.12 B). Der Anteil der Zellen, der sich 

in dieser Phase befand, nahm von 15 % auf 27 % zu. Dementsprechend kam es 

bei der G0/G1- und der S-Phase zu einer Abnahme der in diesen Phasen befind-

lichen Zellen. Das Ergebnis der Zellzyklusmessungen bestätigt die Ergebnisse 

der Wachstumsversuche (Kapitel 4.2): bei 23132/87 Zellen wurde eine Zytostase 

beobachtet und bei HRT-18 Zellen lediglich ein verzögertes Wachstum.  
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Abb. 4.12: Einfluss von Avemar auf die Zellteilung bei HRT-18 und 23132/87 Zellen. Kon-
trollzellen wurden in Medium ohne Avemar kultiviert. In der oberen Reihe dargestellt sind die 
durchflusszytometrischen Messungen als Histogramme. Es sind zwei Peaks zu erkennen, wobei 
der erste Peak den Zellen mit einfachem DNA-Gehalt (M1=G0/G1-Phase) und der zweite Peak 
den Zellen mit doppeltem DNA-Gehalt (M3=G2/M-Phase) entspricht. Dazwischen liegen die Zel-
len, in denen die DNA repliziert wird (M2=S-Phase). Unten dargestellt ist die prozentuale Vertei-
lung der Zellen auf die verschiedenen Zellzyklusphasen. Die prozentuale Verteilung berechnet 

sich aus den Bereichen M1-M3 der Histogramme. Die Daten in Prozent sind als Mittelwert ° Stan-
dardabweichung (Fehlerbalken) von zwei unabhängigen Versuchen angegeben. 
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4.3.4 Avemar-induzierte metabolische Effekte 

Ein Zellzyklusarrest kann auf einen Mangel des zellulären Energieträgers ATP 

hindeuten (Sweet S und Singh G, 1995). Der bei Avemar-behandelten 23132/87-

Zellen beobachtete G2/M-Arrest lässt vermuten, dass Avemar den Energiestoff-

wechsel dieser Zellen beeinflusst. Da Glukose ein wesentlicher Energieträger für 

den zellulären Stoffwechsel darstellt, ist anzunehmen, dass der Einfluss von Ave-

mar in erster Linie den Glukosestoffwechsel betrifft. Demzufolge wurde der Ver-

brauch an Glukose und die Bildung von Laktat (Kapitel 1.2) in Avemar-behandel-

ten Zellen und Kontrollzellen gemessen. Da ein eingeschränkter Stoffwechsel 

nicht nur den zellulären ATP-Gehalt beeinflusst, sondern auch den Anteil redu-

zierter Reduktionsäquivalente verringert, wurde zusätzlich das Verhältnis von re-

duzierter zu oxidierter Form (NADH/NAD+) von NAD bestimmt. Für diese Unter-

suchungen wurden 23132/87-Zellen mit HRT-18 Zellen verglichen. Avemar 

wirkte bei 23132/87-Zellen zytostatisch und bei HRT-18 Zellen wachstumsverzö-

gernd (Abb. 4.7 und Tab. 4.3). Durch den Vergleich der Ergebnisse für 23132/87 

und HRT-18 Zellen lässt sich abschätzen, ob Zytostase und Wachstumsverzö-

gerung auf identischen zellulären Ereignissen beruht.  

 

Der für Avemar-behandelte 23132/87 Zellen nachgewiesene Zellzyklusarrest 

ging mit einer Verringerung des ATP-Gehalts um 70 % einher (Abb. 4.13 A). Da-

gegen beeinflusste Avemar den Anteil an zellulärem ATP in HRT-18 Zellen nicht 

(Abb. 4.13 A). Die Ergebnisse zum ATP-Gehalt bei 23132/87 und HRT-18 Zellen 

lassen vermuten, dass diese in Bezug zum beobachteten Unterschied beim Ave-

mar-induzierten antiproliferativen Effekt (Kapitel 4.2) stehen: Während die bei 

23132/87 Zellen beobachtete Zytostase mit einem verringerten ATP-Gehalt ein-

her ging, wiesen HRT-18 Zellen, die in Gegenwart von Avemar lediglich verzögert 

wuchsen, einen unveränderten ATP Gehalt auf. Die bei HRT-18 durch Avemar 

induzierte Wachstumsverzögerung war somit vermutlich nicht Ursache eines 

Mangels an zellulärem ATP.  
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Abb. 4.13: Einfluss von Avemar auf den zellulären ATP Gehalt (A) und das NADH/NAD+ 

Verhältnis (B). Die Zellen wurden hierzu für 24 Stunden mit Avemar (10 mg/mL) inkubiert. Kon-
trolle erfolgte durch Inkubation der Zellen mit Medium ohne Avemar. ATP-Gehalt und das Ver-
hältnis von NADH/NAD+ wurden mit entsprechenden Assays von Biovision bestimmt (s. Material 

und Methoden). Die Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung (Fehlerbalken) von 2-3 un-
abhängigen Versuchen angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001, n.s. (nicht signifikant) P 
>0.05. 

 

Das Verhältnis von reduzierter zu oxidierter Form (NADH/NAD+) von NAD 

(Abb. 4.13 B) zeigt, dass sich unter dem Einfluss von Avemar sowohl für 

23132/87 Zellen als auch für HRT-18 Zellen das Verhältnis zugunsten der oxi-

dierten Form verschob. Für 23132/87 nahm das Verhältnis von 1:2 auf 1:5 und 

für HRT-18 von 2:3 auf 1:5 ab. Die verhältnismäßige Zunahme von NAD+ lässt 

auf eine verminderte Reduktion von NAD+ in der Glykolyse schließen, was auf 

einen durch Avemar gestörten Glukoseumsatz über die Glykolyse hindeutet.  

 

Um weitere Hinweise auf Avemar-induzierte Effekte im Stoffwechsel von 

23132/87 und HRT-18 Zellen zu erhalten, wurden Messungen zum Glukosever-

brauch und zur Laktatproduktion durchgeführt. Bei Avemar-behandelten HRT-18 

Zellen lag der Glukoseverbrauch nach 24 Stunden bei 53 % der unbehandelten 

Kontrolle (Abb. 4.14 A). Nach 48 Stunden und nach 72 Stunden bei 31 %. Die 

Laktatbildung betrug nach 48 bzw. 72 Stunden 73 % bzw. 94 % der Kontrolle 

(Abb. 4.14 B und Tabelle 4.4). Das bedeutet, dass Avemar bei HRT-18-Zellen 

den Verbrauch von Glukose hemmt, während die Laktatproduktion weniger stark 
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beeinträchtigt wird. Bei 23132/87 Zellen hemmte Avemar den Verbrauch von Glu-

kose nahezu vollständig (Abb. 4.14 C und Tabelle 4.4). Gleichermaßen verrin-

gerte sich die Bildung von Laktat (Abb. 4.14 D und Tabelle 4.4). Die hemmende 

Wirkung von Avemar auf den Glukosestoffwechsel von 23132/87 Zellen ist eine 

mögliche Erklärung für den beobachteten zytostatischen Effekt von Avemar (Abb. 

4.7).  

 

 

Abb. 4.14: Einfluss von Avemar auf Glukoseverbrauch und Laktatbildung. HRT-18 Zellen 
(A und B) und 23132/87 Zellen (C und D) wurden für 24, 48 und 72 Stunden mit Avemar inkubiert. 
Kontrollzellen wurden in Medium ohne Avemar inkubiert. Die Zellzahl wurde mit dem KV-Assay 
bestimmt. Die Konzentration an Glukose bzw. Laktat wurde im Zellkulturüberstand zu den ange-
gebenen Zeiten bestimmt. Die Werte wurden auf den Glukosegehalt bzw. Laktatgehalt vor Inku-
bation bezogen, um den Verbrauch an Glukose bzw. die Bildung von Laktat zu berechnen. Die 

Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung (Fehlerbalken) von 2-3 unabhängigen Versu-
chen angegeben.  
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Tabelle 4.4: Einfluss von Avemar auf Glukoseverbrauch (GV) und Laktatproduktion (LP). 
In Ergänzung zu Abb. 4.14 sind in der Tabelle die Mittelwerte für Glukoseverbrauch und Laktat-
produktion in mmol/L für 104 Zellen angegeben. Zur besseren Übersicht sind zusätzlich Glukose-
verbrauch und Laktatproduktion für die mit Avemar behandelten Zellen im Vergleich zu unbehan-
delten Zellen (Kontrolle) in Prozent angegeben. Glukose und Laktat wurden nach 24, 48 und 72 
Stunden bestimmt (siehe Text Abb. 4.14). 

 
GVKontrolle 

[mmol/L] 

GVAvemar 

[% GVKontrolle] 

LPKontrolle  

[mmol/L] 

LPAvemar 

[% LPKontrolle] 

HRT 18 (24 Stunden) 0,17  0,09 [53 %] 0,30  0,12 [40 %] 

HRT 18 (48 Stunden) 0,26  0,08 [31 %] 0,49 0,36 [73 %] 

HRT 18 (72 Stunden) 0,39  0,12 [31 %] 0,67 0,63 [94 %] 

23132/87 (24 Stunden) 0,13 0,003 [2 %] 0,23 0,006 [3 %] 

23132/87 (48 Stunden) 0,21  0,003 [1 %] 0,35 0,006 [2 %] 

23132/87 (72 Stunden) 0,22 0,003 [1 %] 0,39 0,003 [1 %] 

 

Zusammenfassung (Kapitel 4.3.4): 

Die durch Avemar induzierte Wachstumshemmung bei HRT-18 Zellen bzw. Zy-

tostase bei 23132/87-Zellen geht mit einem verringerten Verbrauch an Glukose 

einher. Bei 23132/87-Zellen führt dies zum Zellzyklusarrest, zu einer Abnahme 

von ATP und einer Anreichung von NAD+ (Abb. 4.13, Abb. 4.14). Avemar-behan-

delte HRT-18 Zellen weisen keine Veränderung im ATP-Gehalt auf (Abb. 4.13 A). 

Bei ihnen ist der Glukoseverbrauch stärker beeinträchtigt als die Laktatproduk-

tion. Diese Beobachtung deutet auf eine von Glukose unabhängige Laktatbildung 

hin. 

 

4.3.5 Avemar-induzierte Autophagie  

Avemar-behandelte Zellen wurden lichtmikroskopisch auf Änderungen in der 

Zellmorphologie untersucht. Im Gegensatz zu 23132/87-Zellen (hier nicht ge-

zeigt), wiesen Avemar behandelte HRT-18 Zellen deutliche morphologische Ver-

änderungen auf. So waren bereits 24 Stunden nach Beginn der Inkubation mit 

Avemar intrazelluläre Vakuolen zu beobachten (Abb. 4.15 A), die über die Zeit 

an Größe zunahmen (Abb. 4.15 B und C).  

 

Die Bildung intrazellulärer Vakuolen stellt ein charakteristisches Zeichen der Au-

tophagie dar (Arstila AU und Trump BF, 1968). Durch den Verdau zelleigener 
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Organellen, können Zellen einen Mangel an energiereichen Substraten ausglei-

chen und ihr Überleben sichern (Mathew R et al., 2007). 

 

 

Abb. 4.15: Einfluss von Avemar auf die Morphologie von HRT-18 Zellen. Die Zellmorphologie 
ist 24 Stunden (A), 48 Stunden (B) und 72 Stunden (C) nach Beginn der Inkubation mit Avemar 
gezeigt. Die Zellen wurden für die lichtmikroskopischen Aufnahmen mit Methanol fixiert und mit 
Kristallviolett gefärbt.  

 

Die bei HRT-18 Zellen durch Avemar induzierte Vakuolenbildung deutet auf Au-

tophagie bzw. Apoptose hin. Der Nachweis, dass es sich hierbei um Autophago-

somen handelte, wurde mit LC3 (»microtubule-associated protein1 light chain 3«) 

erbracht, einem spezifischen Marker der Autophagosomenbildung. LC3-I 

(18kDa) ist die zytosolische Form von LC3, während LC3-II (16kDa) die in der 
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Autophagosommembran integrierte Form darstellt (Mizushima N und Yoshimori 

T, 2007).  

 

 

Abb. 4.16: Einfluss von Avemar auf die Expression von LC3-II in HRT-18 Zellen. Die Zellen 
wurden mit Medium (RPMI 1640, 10 % FCS) bzw. Avemar (10 mg/mL in Medium) inkubiert. Das 
Protein LC3 existiert in zwei Isoformen mit unterschiedlichem molekularem Gewicht: LC3-I 
(18 kDa) und LC3-II (16 kDa). Die Anwesenheit der LC3-II Isoform deutet auf autophagische Vor-
gänge in den Avemar behandelten HRT-18 Zellen hin (siehe auch Text).   

 

Bei der Ausbildung von Autophagosomen kommt es zur Konversion der zytoso-

lischen LC3-I zur Autophagosom-assoziierten LC3-II Isoform. In den ersten 24 

Stunden nach Beginn der Inkubation mit Avemar war kein LC3-II nachzuweisen 

(Abb. 4.16). Dagegen trat nach 48 und 72 Stunden unter dem Einfluss von Ave-

mar eine Konversion von LC3-I zu LC3-II auf. Mit längerer Dauer der Inkubation 

war die LC3-II Isoform auch weiterhin nachweisbar, ohne dass Ihr Anteil zunahm.  

 

Zusammenfassung (Kapitel 4.3.5): 

Avemar führt in HRT-18 Zellen zu zellmorphologischen Veränderungen, die bei 

Autophagie auftreten können. Der Nachweis des Autophagiemarkers LC3-II in 

Avemar-behandelten HRT-18 Zellen stützt die Annahme, dass Avemar autopha-

gische Vorgänge in diesen Zellen auslöst.  

24 Stunden 48 Stunden

LC3-I

LC3-II

72 Stunden

b-Actin
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 Antiproliferative Effekte von Avemar an Fibroblasten 

Der für maligne Zellen beschriebene antiproliferative Effekt von Avemar wurde 

zusätzlich an humanen Fibroblasten (NHDF-p) überprüft.  

 

Fibroblasten wurden zunächst auf einen Zusammenhang zwischen dem anti-

proliferativen Effekt von Avemar und dem Zellwachstum untersucht. Dazu wur-

den wachstumsstimulierte und nicht stimulierte Fibroblasten miteinander vergli-

chen. Hierfür wurden die Zellen in dem für Fibroblasten optimierten »Fibroblast 

Growth Medium 2« (FGM2) von PromoCell und RPMI 1640 kultiviert. Im Gegen-

satz zu RPMI 1640 enthält FGM2 die Wachstumsfaktoren Insulin und bFGF (»ba-

sic fibroblast growth factor«). Beide Nährmedien unterscheiden sich außerdem 

im FCS-Gehalt (10 % bei RPMI 1640; 2 % bei FGM2) und in der Glukosekon-

zentration (11 mmol/L bei RPMI 1640 und 8 mmol/L bei FGM2).  

 

 

Abb. 4.17: Das Wachstum von Fibroblasten (NHDF-p) ohne und mit Wachstumsfaktoren. 
Die Zellen wurden für die gesamte Untersuchungsdauer in RPMI 1640 (ohne Wachstumsfakto-
ren) bzw. FGM2 (mit den Wachstumsfaktoren Insulin und bFGF) inkubiert. Die gestrichelte Linie 
entspricht der Ausgangszellzahl. Veränderungen in der Anzahl vitaler Zellen wurden prozentual 

zur Ausgangszellzahl berechnet. Die Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung (Fehler-
balken von 3-6 Messwerten (technische Replikate) angegeben. Basierend auf diesen Daten wur-
den die Verdopplungszeiten berechnet (Tabelle 4.5). 

 

Die im FGM2-Medium enthaltenden Wachstumsfaktoren Insulin und bFGF führ-

ten zu einer deutlichen Steigerung der Zellproliferation (Abb. 4.17). Wachstums-

stimulierte Fibroblasten wiesen eine Verdopplungszeit von 93 Stunden auf; die 
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von nicht stimulierten Fibroblasten war im Vergleich dazu 4-fach länger (Tabelle 

4.5). Erwartungsgemäß war das Zellwachstum der Fibroblasten wesentlich lang-

samer als das Zellwachstum maligner Zellen (Tabelle 4.1). 

 

Tabelle 4.5: Die Verdopplungszeit von Fibroblasten in Abhängigkeit der Wachstumsfakto-
ren Insulin und bFGF. Die Verdopplungs- bzw. Generationszeit (g) wurden aus den Mittelwerten 
der in Abb. 4.17 dargestellten Daten für die Kulturdauer von 72 Stunden nach folgender Formel 

berechnet: g = log2 x Dt / logN - logN0 mit Dt Kulturdauer in Stunden; N0 Anzahl der Zellen zum 
Zeitpunkt Null und N Anzahl der Zellen zum Ablesezeitpunkt. (-) ohne und (+) mit Wachstumsfak-
toren. Die Ermittlung der Verdopplungszeiten dient zur Einschätzung der Wachstumsgeschwin-
digkeit. Der Wert für nicht stimulierte Fibroblasten ist aufgrund der fehlenden Proliferation als 
theoretisch zu betrachten.  

 NHDF-p (-) NHDF-p (+) 

Verdopplungszeit*) 380,9  56,8 93,0  8,0 

*) in Stunden. 

 

Um die Wirkung von Avemar (10 mg/mL) in Abhängigkeit von der Proliferations-

rate zu untersuchen, wurden stimulierte und nicht stimulierte Fibroblasten mit 

Avemar inkubiert (Abb. 4.18). Zunächst wurde der antiproliferative Effekt von 

Avemar für eine Inkubationsdauer von 24 Stunden untersucht. Während bei 

nicht-stimulierten Fibroblasten kein antiproliferativer Effekt von Avemar zu be-

obachten war, nahm bei stimulierten Fibroblasten der Anteil vitaler Zellen um 

33 % ab (Abb. 4.18). Damit induzierte Avemar bei stimulierten Fibroblasten ein-

deutig zytotoxische Effekte. Ein Zusammenhang zwischen der Wachstumsrate 

und der Empfindlichkeit von Fibroblasten gegenüber Avemar ließ sich somit zei-

gen. Bei malignen Zellen wurde dieser Zusammenhang nicht beobachtet (Kapitel 

4.2). 
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Abb. 4.18: Der antiproliferative Effekt von Avemar an Fibroblasten (NHDF-p) bei An- bzw. 
Abwesenheit der Wachstumsfaktoren bFGF und Insulin. Die Zellen wurden für 24 Stunden in 
RPMI (ohne Wachstumsfaktoren) bzw. FGM2 (mit Wachstumsfaktoren) inkubiert. Die gestrichelte 

Linie entspricht der Ausgangszellzahl. Die Daten sind als Mittelwert ° Standardabweichung 
(Fehlerbalken) von 4-6 Messwerten angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001, n.s. (nicht sig-
nifikant) P > 0.05. 

 

Anschließend wurde der antiproliferative Effekt von Avemar an nicht wachstums-

stimulierten Fibroblasten bei verlängerten Inkubationszeiten untersucht (Abb. 

4.19).  

 

Während für eine Inkubationszeit von 24 Stunden kein antiproliferativer Effekt 

von Avemar auf Fibroblasten zu beobachten war (Abb. 4.18), führte eine längere 

Inkubation zu einer deutlichen Abnahme vitaler Zellen um bis zu 30 % nach 48 

Stunden und um bis zu 67 % nach 72 bzw. 96 Stunden, d.h. der antiproliferative 

Effekt von Avemar induzierte Zytotoxizität (Abb. 4.19). Dagegen stieg bei den 

unbehandelten Kontrollzellen der Anteil vitaler Zellen um 14 % nach 72 Stunden.  
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Abb. 4.19: Der antiproliferative Effekt von Avemar an nicht stimulierten Fibroblasten 
(NHDF-p) bei An- und Abwesenheit von Avemar. Dargestellt ist der Anteil vitaler Zellen der 
unbehandelten (Kontrolle) und der mit Avemar behandelten Fibroblasten. Die Zellen wurden für 
die angegebenen Zeitintervalle dauerhaft mit Avemar inkubiert. Der Anteil vitaler Zellen wurde mit 
dem KV-Assay bestimmt. Die gestrichelte Linie entspricht der Ausgangszellzahl. Veränderungen 
in der Anzahl vitaler Zellen wurden relativ zur Ausgangszellzahl berechnet. Die Daten sind als 
Mittelwert mit Standardabweichung (Fehlerbalken) von 4-6 Messwerten (technische Replikate) 
angegeben. *P <0.05, **P <0.01, ***P <0.001, n.s. (nicht signifikant) P >0.05. 

 

Zusammenfassung (Kapitel 4.4):  

Der antiproliferative Effekt von Avemar an humanen Fibroblasten weist eine Ab-

hängigkeit von der Wachstumsrate auf. Im Gegensatz zu nicht stimulierten Fib-

roblasten löst Avemar bei wachstumsstimulierten Fibroblasten zytotoxische Ef-

fekte bereits nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden aus. In nicht stimulierten 

Fibroblasten induziert Avemar zytotoxische Effekte, wenn diese länger als 24 

Stunden mit Avemar inkubiert werden.  
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Tabelle 4.6 fasst die Ergebnisse zum antiproliferativen Effekt von Avemar bei 

gastrointestinalen Tumorzellen und Fibroblasten zusammen.  

 

Tabelle 4.6: Zusammenfassung der Ergebnisse zum antiproliferativen Effekt von Avemar.  

 Zelllinie 

 BxPc-3 HRT-18 23132/87 NHDF-p  

(a) Einfluss auf die Anzahl vi-
taler Zellen*  

    

Nach kurzer Inkubation (<24 h) Zytotoxisch Verzögernd Zytostatisch Ohne Wirkung  

Nach langer Inkubation (>24 h) Zytotoxisch Zytotoxisch Zytotoxisch Zytotoxisch 

(b) Oxidativer Stress **     

Bildung von ROS  40-fach 3-fach 6-fach -- 

(c) Stoffwechsel **     

Einfluss auf ATP-Gehalt  -- ohne Wirkung 
Verringerung 

um 70% 
-- 

Einfluss auf Zellzyklus -- ohne Wirkung Arrest -- 

Verbrauch von Glukose 
 

-- 
Verringerung 

um 69 %  
Verringerung 

um 99% 
-- 

Bildung von Laktat -- 
Verringerung 

um 27 % 
Verringerung 

um 98 % 
-- 

Autophagie -- Ja Nein -- 

* s. auch Tabelle 4.3; zytostatisch: Änderung der Zellzahl von weniger als 15 % von der Aus-
gangszellzahl; zytotoxisch: Abnahme der vitalen Zellen um mehr als 15 % von der Ausgangs-
zellzahl; wachstumsverzögernd: Zunahme der Zellzahl um mehr als 15 %, aber unterhalb der 
Wachstumskontrolle; ohne Wirkung: kein signifikanter Unterschied zur unbehandelten Kontrolle; 
** im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle nach 24 Stunden (ATP-Gehalt, Zellzyklus, ROS) 
bzw. 48 Stunden (Autophagie, Laktatbildung, Glukoseverbrauch); (--) nicht untersucht. 
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5 Beantwortung der Fragen 

Das antikanzerogene Potential von Avemar, einem onkologischen Supportivpro-

dukt aus fermentierten Weizenkeimlingen, wurde an ausgewählten gastrointesti-

nalen Zellen und an Fibroblasten in vitro untersucht. Im Fokus der Arbeit standen 

Untersuchungen zum antiproliferativen und antimetabolischen Effekt von Ave-

mar.  

 

1) Welche antiproliferativen Effekte weist Avemar an den drei humanen 

gastrointestinalen Tumorzelllinien und humanen Fibroblasten auf?  

Folgende antiproliferativen Effekte waren für Avemar (10 mg/mL) nach 24 Stun-

den nachzuweisen: Zytotoxisch für Zellen der Zelllinie BxPc-3, zytostatisch für 

Zellen der Zelllinie 23132/87 und wachstumsverzögernd für Zellen der Zelllinie 

HRT-18. Der zytostatische und wachstumsverzögernde Effekt von Avemar war 

reversibel: Sobald die Zellen mit Avemar-freiem Medium inkubiert wurden, setzte 

die Zellproliferation wieder ein (Abb. 4.8). Wurden die Zellen dagegen länger als 

24 Stunden mit Avemar inkubiert, so waren zytotoxische Effekte auch in 

23132/87 und HRT-18 Zellen nachweisbar (Abb. 4.8). Ein antiproliferativer Effekt 

von Avemar an humanen Fibroblasten war für die ersten 24 Stunden der Inkuba-

tion nicht nachweisbar (Abb. 4.18). Im Gegensatz dazu führten längere Inkubati-

onszeiten zu einer Abnahme vitaler Zellen um 30 % nach 48 Stunden und um 

67 % nach 72 bzw. 96 Stunden (Abb. 4.19).  

 

 

2) Wird die antikanzerogene Wirkung von Avemar durch DMBQ-induzier-

ten oxidativen Stress ausgelöst?  

Der zytotoxische Effekt von Avemar und DMBQ, der besonders deutlich an BxPc-

3 Zellen nachgewiesen wurde, korrelierte mit einem erhöhten intrazellulären Ge-

halt an reaktiven Sauerstoffspezies (Abb. 4.9 und Abb. 4.10). Somit ist anzuneh-

men, dass der zytotoxische Effekt von Avemar auf DMBQ-induziertem oxidati-

vem Stress beruht. Der zytostatische bzw. wachstumsverzögernde Effekt von 

Avemar, der an 23132/87 Zellen und HRT-18 Zellen beobachtet wurde, ist auf 
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eine Beeinflussung des zellulären Glukosestoffwechsels zurückzuführen (Abb. 

4.14); siehe hierzu die Antwort auf Frage 3.  

 

 

3) Welche zellspezifischen Eigenschaften begünstigen den antiproliferati-

ven Effekt von Avemar?  

Bei Zellen der Pankreaskarzinomlinie BxPc-3, für die Avemar bereits nach einer 

Inkubation von 12 Stunden zytotoxisch war (Abb. 4.7), wurde das Enzym DT-

Diaphorase nicht nachgewiesen (Abb. 4.4). Da die DT-Diaphorase vor DMBQ-

induzierten oxidativen Stress schützt (Abb. 1.8), könnte das Fehlen dieses En-

zyms den starken zytotoxischen Effekt von Avemar und DMBQ erklären.  

 

Der zytostatische bzw. wachstumsverzögernde Effekt, der bei Zellen der Zellli-

nien HRT-18 und 23132/87 beobachtet wurde, beruht dagegen vermutlich auf 

einer Hemmung der Glykolyse. Beide Zelllinien wiesen einen hohen Glukoseum-

satz mit partieller Glukoseoxidation auf, was durch eine entsprechend starke 

Laktatbildung (verursacht durch den Warburg-Effekt) bestätigt wurde (Tabelle 

4.2). Der durch Avemar induzierte verringerte Verbrauch an Glukose löste bei 

23132/87-Zellen eine Zellzyklusarretierung aus mit einem verringerten ATP-Ge-

halt und einer Zunahme an (oxidiertem) NAD+ (Abb. 4.13, Abb. 4.14). Im Gegen-

satz dazu wiesen Avemar-behandelte HRT-18 Zellen keine Veränderung im 

ATP-Gehalt auf (Abb. 4.13 A). Eine bisher nicht beschriebene Besonderheit von 

Avemar wurde an Zellen der Zelllinie HRT-18 nachgewiesen. Hier waren zellmor-

phologische Veränderungen zu beobachten, wie sie auch bei Autophagie auftre-

ten können. Der Nachweis des Autophagiemarkers LC3-II in Avemar-behandel-

ten HRT-18 Zellen stützt die Annahme, dass Avemar in diesen Zellen autophagi-

sche Vorgänge auslöst. 
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6 Diskussion 

 Stellenwert der Alternativ-/Komplementärmedizin in der Onkologie 

Immer häufiger äußern onkologische Patienten den Wunsch, über die therapeu-

tischen Möglichkeiten der Schulmedizin hinaus, gegen ihr Krebsleiden ankämp-

fen zu wollen. Dabei gewinnt besonders die Alternativ- bzw. Komplementärmedi-

zin immer mehr an Bedeutung. So nutzen bis zu 80 % der Krebspatienten in 

Deutschland alternative Therapiemethoden (Hübner J und Kleeberg U, 2009).  

 

Auch Präparate der Alternativ- bzw. Komplementärmedizin sollten die Kriterien 

der evidenzbasierten Medizin erfüllen, d. h. die Wirksamkeit muss mit akzeptier-

ten Standards (sowohl für Untersuchungen in vitro als auch für klinische Studien) 

bestätigt sein und Wechselwirkungen und Nebenwirkungen müssen bekannt sein 

(Hübner J und Kleeberg U, 2009). An der Klinik für Onkologie und Hämatologie 

im Klinikum Nürnberg bietet die Arbeitsgruppe »Biologische Krebstherapie« seit 

einigen Jahren unabhängige und evidenzbasierte Informationen zu komplemen-

tärmedizinischen Behandlungsverfahren auch als »Cochrane Reviews« an 

(www.cochranelibrary.com). 

 

Insbesondere die Phytotherapie als Bereich der Alternativmedizin wird seit Ein-

führung der sogenannten rationalen Phytotherapie dem Anspruch einer evidenz-

basierten Medizin gerecht. Im Gegensatz zur traditionellen Phytotherapie, die die 

Wirksamkeit eines Präparats aufgrund von Erfahrungsberichten bewertet, basiert 

die rationale Phytotherapie auf toxikologischen und klinischen Sicherheits- und 

Wirksamkeitsstudien (Fintelmann V und Weiss R, 2006). Das pflanzliche Suppor-

tivprodukt Avemar wurde nach den Prinzipien der rationalen Phytotherapie auf 

Wirksamkeit, Nebenwirkungen und Wechselwirkungen mit Chemotherapeutika in 

vitro und in vivo untersucht (Hidvegi M et al., 1999;  Heimbach JT et al., 2007). 

Die Ergebnisse klinischer Studien weisen auf eine antitumorale Wirkung von Ave-

mar hin (Jakab F et al., 2003; Demidov LV et al., 2008). Die therapeutischen 

Erfolge von Avemar können aber nicht darüber hinwegtäuschen, dass die Wirk-

mechanismen von Avemar nicht vollständig aufgeklärt sind. 
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 Versuchsdesign und -durchführung  

Die bislang durchgeführten Untersuchungen zum antikanzerogenen Potential 

von Avemar in vitro wurden bei unterschiedlichen experimentellen Bedingungen 

durchgeführt, wodurch ein direkter Vergleich der Daten aus den verschiedenen 

Publikationen erschwert ist. So unterscheiden sich z. B. die Untersuchungen von 

Szende et al., Fajka-Boja et al. und Thai et al. in den Inkubationszeiten für Ave-

mar und den eingesetzten Zellzahlen. Die Inkubationszeiten für Avemar schwan-

ken zwischen 24 und 72 Stunden und die Zellzahlen zwischen 3x103 und 100x103 

pro Vertiefung einer Mikrotiterplatte mit 96 Vertiefungen (Fajka-Boja R et al., 

2002;  Szende B et al., 2004;  Tai CJ et al., 2013). Dabei stellen die beiden ge-

nannten Bespiele nur zwei von einer ganzen Reihe an Faktoren dar, die das Er-

gebnis solcher In-Vitro-Untersuchungen stark beeinflussen können. Als weitere 

Einflussfaktoren sind die Methode zur Bestimmung der Zellvitalität, die Prolifera-

tionsrate der Zellen und die Konfluenz der Kultur zum Zeitpunkt der Untersu-

chung zu nennen (Yu X et al., 2012).  

 

Hinzu kommt, dass auch die Angaben zur Aufbereitung von Avemar sehr variie-

ren und teilweise unzureichend sind. So lösten z. B. Müller et al. Avemar in Was-

ser, zentrifugierten die Lösung und verwendeten den klaren Überstand für ihre 

Versuche (Mueller T et al., 2011). Judson et al. lösten Avemar in einer Konzent-

ration von 40 mg/mL in PBS und filtrierten die Lösung mit einen 0,2 µm Filter 

(Judson PL et al., 2012). Für ihre Untersuchungen verwendeten die Autoren das 

klare Filtrat. Für die vorliegende Arbeit wurde Avemar nach der Beschreibung 

von Karaaslan und Eich (Karaaslan F, 2012;  Eich K, 2013) in einer Konzentration 

von 100 mg/mL in RPMI 1640 Medium mit 10 % FCS angesetzt. Das Avemar-

Pulver löste sich dabei vollständig im Medium. Die Stammlösung mit 100 mg/mL 

Avemar wurde über einen 0,2 µm Filter steril filtriert und für jeden Versuch frisch 

angesetzt. Die Unterschiede hinsichtlich der Löslichkeit von Avemar-Pulver las-

sen sich möglicherweise dadurch erklären, dass das Produkt Avemar vermutlich 

nicht in allen Fällen identisch war. Ursache hierfür könnten die zur geschmackli-

chen Verbesserung zugegebenen Supplemente sein. Das für diese Arbeit und 

von Karaslaan und Eich verwendete Avemar stammte von der Firma Biropharma 

Ltd. (Budapest, Ungarn). 
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Die nicht unerheblichen Unterschiede bei der Versuchsdurchführung tragen ohne 

Frage dazu bei, dass der in den einzelnen Arbeiten bestimmte Wert für die halb-

maximale inhibitorische Konzentration von Avemar - auch als IC50 bezeich-

net - stark voneinander abweicht. Die Angaben zum IC50-Wert reichen von 

0,03 mg/mL (Mueller T et al., 2011) bis 10 mg/mL (Boros LG et al., 2001). Die 

von Karaslaan und Eich ermittelten IC50 Werte für die drei in dieser Arbeit unter-

suchten gastrointestinalen Zelllinien sind folgende: BxPc-3: 4,0 bzw. 4,9 mg/mL 

(4,5 ± 0,7 mg/mL) (Mittelwert ± Standardabweichung); 23132/87: 6,4 bzw. 9,3 

mg/mL (7,9 ± 2,1) und HRT-18: 10,2 bzw. 21,3 mg/mL (15,8 ± 7,8 mg/mL) 

(Karaaslan F, 2012;  Eich K, 2013). In dieser Arbeit wurde der IC50 für die drei 

Zelllinien nicht erneut bestimmt, doch lässt der Vergleich mit Abb. 4.6 erkennen, 

dass das unterschiedliche Ansprechen der drei Zelllinien auf 10 mg/mL Avemar 

gut mit dem jeweiligen IC50 aus den beiden Arbeiten übereinstimmt. 

 

In zahlreichen Veröffentlichungen zu Avemar werden 2,6-Dimethoxy-1,4-ben-

zochinone (DMBQ) als potentielles Wirkmolekül diskutiert, jedoch fehlen experi-

mentelle Daten zur Bestätigung dieser Annahme (Boros LG et al., 2001;  Comin-

Anduix B et al., 2002;  Szende B et al., 2004;  Illmer C et al., 2005;  Johanning 

GL und Wang-Johanning F, 2007;  Mueller T et al., 2011). In der vorliegenden 

Arbeit wurde deshalb die Bedeutung von DMBQ für den antiproliferativen Effekt 

von Avemar untersucht. Hierzu wurde der Reinstoff DMBQ in einer Konzentration 

eingesetzt, die zu der Konzentration an Benzochinonen in Avemar äquimolar ist 

(Karaaslan F, 2012; Eich K, 2013). Dieses Vorgehen ist bisher so nicht in Publi-

kationen zu Avemar beschrieben.  

 

 Der antiproliferative Effekt von DMBQ und Avemar: Zytoxizität  

Der antiproliferative Effekt von Benzochinonen basiert auf der Bildung von Semi-

chinonradikalen (Abb. 1.8 und Abb. 6.1). Zusätzlich zu der in Abb. 1.8 dargestell-

ten Möglichkeit, mit Hilfe geeigneter Reduktionsmittel wie Ascorbinsäure in einer 

Ein-Elektronen-Reaktion die Bildung von Semichinonradikalen zu induzieren, 

sind auch zelleigene Enzyme wie P450-abhängige Flavoenzyme hierzu in der 
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Lage (Gutierrez PL, 2000). Die Plasmamembran der Zelle stellt dabei für Ben-

zochinone keine Barriere dar (Hölzel F et al., 1967). Durch Übertragung eines 

freien Elektrons auf molekularen Sauerstoff (Abb. 1.8) entstehen reaktive Sauer-

stoffspezies (Abb. 6.1) (Gutierrez PL, 2000). 

 

Abb. 6.1: Durch Benzochinone vermittelte Zytotoxizität. Durch Übertragung eines Elektrons 
auf Benzochinone (BQ) entsteht das zytotoxische Semichinonradikal (SQR). Semichinonradikale 
wirken zum einen direkt zytotoxisch, indem sie mit zahlreichen Biomolekülen in der Zelle reagie-
ren (z. B. mit der DNA, die durch Fragmentierung zerstört wird). Zum anderen wirken Semichi-
nonradikale indirekt zytotoxisch durch Bildung reaktiver Sauerstoffspezies wie O2

ǒ-, HOOǒ, OHǒ, 
H2O2 (Ottaviano FG et al., 2008). Die Bildung reaktiver Sauerstoffspezies wird durch die Übertra-
gung eines Elektrons vom Semichinonradikal (SQR) auf Sauerstoff (O2) ausgelöst. Hierdurch ent-
steht aus dem Semichinonradikal wieder das Benzochinon (s. auch Abb. 1.8). 

 

Avemar in einer Konzentration von 10 mg/mL und der Reinstoff DMBQ in einer 

äquimolaren Konzentration von 24 µmol/L (Kapitel 3.3.2) induzierten innerhalb 

von 12 Stunden einen zytotoxischen Effekt in Zellen der Pankreaskarzinomzellli-

nie BxPc-3 (Abb. 4.7, Abb. 4.9). In diesen Zellen wurde ein bis zu 20-fach 

(DMBQ) bzw. bis zu 40-fach (Avemar) erhöhter Anteil an reaktiven Sauer-

stoffspezies im Vergleich zu unbehandelten Zellen gemessen (Abb. 4.10).  

 




































