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Einleitung 1 

1 Einleitung 
 

1.1 Kaliumkanäle 

Kaliumkanäle bilden eine heterogene Familie von Proteinen, die ubiquitär in 

praktisch allen Zellen eines Organismus exprimiert werden und in ihrer Rolle als 

Ionenkanäle eine bedeutende Funktion zur Regulation des Membranpotentials 

besitzen. Sie stellen aufgrund ihrer hohen Diversität und Spezialisierung sowie ihrer 

Beteiligung an zahlreichen Zellfunktionen und Erkrankungen interessante 

Angriffspunkte für etablierte und zukünftige Arzneimittel dar. Inzwischen sind mehr 

als 75 verschiedene Gene bekannt, die für Kaliumkanäle bzw. deren Untereinheiten 

codieren (Jenkinson 2006). Anhand ihrer Struktur, Aktivierbarkeit und Funktionalität 

lässt sich die Familie der Kaliumkanäle in weitere Unterfamilien einteilen. 

Unterschieden werden zum einen die Gruppe der spannungsaktivierten 

Kaliumkanäle (KV), innerhalb der die meisten differentiellen Ausprägungen 

vorzufinden sind, weiterhin die Zwei-Porendomänen Kaliumkanäle (K2P), die 

einwärts-gleichrichtenden Kaliumkanäle (KIR) sowie die Gruppe der Ca2+-aktivierten 

Kaliumkanäle (KCa) (Abb.1; Sandhiya & Dkhar 2009).  

 

                    
 

 
Abb.1 Diversität von Kaliumkanälen. Darstellung der Einteilung in vier Unterfamilien und der 
Anzahl ihrer bislang dem humanen Genom zugeordneten Gene, die für die jeweiligen 
Kaliumkanal-Untereinheiten codieren (Quelle: Gutman et al. 2005; Sandhiya et al. 2009). 
 

Die Vielfältigkeit innerhalb dieser Gruppen vergrößert sich zusätzlich durch die 

Ausbildung eines heteromeren Kanalaufbaus und unterschiedlicher Spleißvarianten 

sowie durch die Assoziation mit additiven modulatorischen Untereinheiten (Jenkinson 

2006). Allen Kaliumkanälen ist innerhalb ihrer Proteinsequenz ein konserviertes 
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Motiv gemein, welches normalerweise aus den Aminosäuren Threonin, Valin, Glycin, 

Tyrosin und wiederum Glycin (TVGYG) besteht und im Sinne eines Selektivitätsfilters 

die Kanalpore ausschließlich für K+-Ionen permeabel gestaltet (Jenkinson 2006). Die 

Aminosäurereste dieser Sequenz ragen aus jeder der vier porenbildenden Kanal-

Untereinheiten in den engsten Abschnitt der wassergefüllten Porenregion. Sie bilden 

hierbei eine aus Sauerstoffatomen aufgebaute ringförmige Struktur, welche die 

Konformation der Hydrathülle eines K+-Ions nachahmt und hierbei im Vergleich zu 

anderen Ionen unter energetisch günstigsten Bedingungen eine Dehydratisierung 

und somit den selektiven Transport von K+-Ionen durch die Pore ermöglicht (Doyle et 

al. 1998).  

 

Die Unterscheidung der in Abb.1 dargestellten Kaliumkanal-Familien erfolgt 

nach Einteilung durch die „International Union of Pharmacology (IUPHAR)“ sowohl 

unter strukturellen als auch unter funktionellen Aspekten. So orientiert sich die 

Einteilung primär an der Anzahl ihrer transmembranären Domänen. KIR-Kanäle 

enthalten hierbei zwei die Zellmembran durchquerende Segmente und vermitteln bei 

Werten negativ des Gleichgewichtspotentials für Kalium einen einwärts gerichteten 

K+-Strom (Jenkinson 2006; Quayle et al. 1993). In diese Gruppe werden aufgrund 

ihrer Struktur ebenfalls ATP-sensitive K+-Kanäle eingeordnet, die mit Hilfe 

assoziierter SUR-Untereinheiten auf Änderungen des zellulären Metabolismus 

ansprechen (Nichols 2006). Ihre Aktivierung, beispielsweise in glatten Muskelzellen 

der Harnblase, führt jedoch durch K+-Ausstrom zur Hyperpolarisation der 

Zellmembran (Heppner et al. 1996) und zeigt Auswirkungen auf die Abschwächung 

der Harnblasen-Kontraktilität (Vijayakumar et al. 2007; Yunoki et al. 2008). K2P-

Kanäle mit jeweils vier Transmembran-Domänen und zwei Porenregionen je 

Untereinheit besitzen die Eigenschaft von Hintergrundkanälen, die zur Polarisierung 

des Membranpotentials und zur Verringerung der Zell-Erregbarkeit beitragen (Kim 

2005). Sie werden in einer großen Anzahl von Geweben exprimiert und scheinen 

einer sehr komplexen Regulation zu unterliegen (Lotshaw 2007). Die Untereinheiten 

sowohl spannungsgesteuerter (KV) als auch Ca2+-aktivierter K+-Kanäle (KCa) weisen, 

mit Ausnahme des BK-Kanals, allesamt sechs transmembranäre Domänen auf 

(Jenkinson 2006). Ihre unterschiedliche Aktivierbarkeit erlaubt, wiederum mit 

Ausnahme des BK-Kanals, die weitere Aufteilung in zweierlei Gruppen. KV-Kanäle 

können infolge einer Membran-Depolarisation aktiviert werden und nehmen auch in 
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glatten Detrusor-Muskelzellen der Harnblase Einfluss auf deren Erregbarkeit 

(Hashitani & Brading 2003). Hingegen reagieren Ca2+-aktivierbare K+-Kanäle (KCa) 

auf intrazelluläre Änderungen der Ca2+-Ionen-Konzentration. Ihre bedeutende 

Funktion für die Regulation zellulärer Prozesse, insbesondere jene in glatten 

Muskelzellen, wird im Folgenden beschrieben.  

 

1.1.1 Calcium-aktivierte Kaliumkanäle 

Die bislang bekannten Ca2+-aktivierbaren K+-Kanäle können anhand ihrer 

unterschiedlich ausgeprägten K+-Leitfähigkeiten in drei gut charakterisierte 

Untergruppen eingeteilt und hierdurch in „small conductance“ (SK), „intermediate 

conductance“ (IK) sowie „big conductance“ (BK) Kanäle differenziert werden.  

 

SK-Kanäle mit geringer Leitfähigkeit für K+-Ionen (5-20 pS) sind spannungs-

unabhängig und zeigen eine konstitutive Interaktion mit dem Ca2+-bindenden Protein 

Calmodulin, das als Ca2+-Sensor für den SK-Kanal dient (Schumacher et al. 2001; 

Keen et al. 1999; Xia et al. 1998). Die Aktivierung erfolgt bei einem physiologischen 

Anstieg der intrazellulären Gesamt-Ca2+-Konzentration im Bereich von 100 nM bis 1 

µM (Hirschberg et al. 1999). SK-Kanäle leisten unter anderem einen Beitrag zur 

Regulation der Erregbarkeit glatter Detrusor-Muskelzellen in der Harnblase, indem 

sie durch den Ca2+-Einstrom über spannungsabhängige Ca2+-Kanäle aktiviert werden 

(Herrera & Nelson 2002) und zu einer langsamen Nach-Hyperpolarisation der 

Zellmembran beitragen (Bond et al. 1999). Eine Deletion des SK2-Genes in der 

Maus führte zur gesteigerten Sensitivität von Harnblasenstreifen gegenüber 

elektrischer Feldstimulation (Thorneloe et al. 2008), ebenso bewirkte die Blockade 

von SK-Kanälen mittels Apamin eine Zunahme phasischer Detrusormuskel-

Kontraktionen (Herrera & Nelson 2002).  

 

Der durch eine „mittlere“ K+-Leitfähigkeit (20-80 pS) charakterisierte IK-Kanal 

(Synonym: SK4) ist ebenso spannungs-unabhängig und besitzt wie SK-Kanäle eine 

via Calmodulin vermittelte Ca2+-Sensitivität (Jensen et al. 2002). Primär scheinen IK-

Kanäle hauptsächlich in Blutzellen, Epithelien und Endothelzellen exprimiert zu 

werden (Jensen et al. 2001). Hinweise auf eine vermeintliche Expression in glatten 

Muskelzellen der Harnblase wurden hingegen nur aus kultivierten Muskelzellen und 

dem Gesamtorgan versucht, abzuleiten (Ohya et al. 2000). Thompson-Vest et al. 
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(2006) konnten hingegen die IK-Kanal-Expression in der Harnblase auf die 

Urothelschicht eingrenzen. Eine wichtige physiologische Rolle des IK-Kanals liegt in 

der Einstellung des Membranpotentials auf stark negative Werte zur Vergrößerung 

des elektrochemischen Gradienten, der den passiven transmembranären 

Ionentransport erleichtert (Jensen et al. 2001). Somit wird beispielsweise der Cl- 

Ausstrom und eine dadurch bedingte Wassersekretion aus Epithelzellen im Darm 

(Matos et al. 2007) oder im Respirationsepithel unterstützt (Singh et al. 2001) bzw. 

die über einen Ca2+-Einstrom kontrollierte T-Zell-Proliferation gesteuert (Khanna et 

al. 1999).  

 

Hervorzuheben ist die herausragende Rolle des BK-Kanals, der in struktureller 

und funktioneller Hinsicht sowohl Eigenschaften spannungsgesteuerter als auch 

ligandengesteuerter Kaliumkanäle in sich vereint und durch zahlreiche allosterische 

Mechanismen in seiner Aktivität beeinflusst werden kann. Im Gegensatz zu anderen 

Kaliumkanälen weisen BK-Kanäle eine hohe Einzelkanal-Leitfähigkeit im Bereich von 

100-300 pS auf (Marty & Neher 1985; Lang & Ritchie 1990). Ihre Gewebeverteilung, 

Funktion und Steuerbarkeit durch multiple Mechanismen soll im folgenden Kapitel 

1.1.2 ausführlicher beleuchtet werden.  

 

1.1.2 Der BK-Kanal 

1.1.2.1 Aufbau, Struktur und Aktivierung des BK-Kanals 

Der Spannungs- und Calcium-aktivierte Kaliumkanal mit großer Leitfähigkeit 

für K+-Ionen, BK-Kanal (Synonyme: MaxiK, KCa1.1, KCNMA1, mSlo1), stellt ein 

Hetero-Oktamer dar, welches grundlegend aus zwei verschiedenen Untereinheiten 

besteht. Die alpha-Untereinheit bildet in tetramerer Anordnung die Kanalpore aus 

(Quirk & Reinhart 2001), während durch die Anlagerung von vier akzessorischen 

beta-Untereinheiten zusätzliche modulatorische Einflüsse auf die Kanalpermeabilität 

entstehen können (Kotlikoff & Hall 2003; Ramanathan & Fuchs 2002).  

 

Strukturell gliedert sich die alpha-Untereinheit in einen extrazellulären N-

Terminus, gefolgt von sieben transmembranären Domänen (S0-S6) sowie einen 

langen cytoplasmatischen C-Terminus, der vier weitere hydrophobe Abschnitte (S7-

S10) enthält (Abb.2; Meera et al. 1997; Wallner et al. 1996). Hierbei befindet sich 
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zwischen den beiden transmembranären Segmenten S5 und S6 eine Sequenz, die 

für die Ausbildung der eigentlichen Kanalpore verantwortlich ist (Meera et al. 1997). 

Ein unter spannungsabhängigen Kaliumkanälen (KV) konserviertes Motiv aus 

mehreren positiv geladenen Arginin-Resten innerhalb des transmembranären 

Segmentes S4 stellt auch im BK-Kanal einen Spannungssensor dar, der durch 

Konformations-Änderung das Öffnungsverhalten des Kanals beeinflusst (Díaz et al. 

1998; Cui & Aldrich 2000). Im Gegensatz zu den sechs Transmembran-Domänen 

rein spannungsabhängiger KV-Kanäle enthält der BK-Kanal jedoch ein zusätzliches 

transmembranäres S0-Segment, das den N-Terminus auf die extrazelluläre Seite 

verlagert. Zudem weist er einen großen, etwa 800 Aminosäuren umfassenden C-

Terminus auf. Dieser beinhaltet eine Reihe sensorischer Domänen für intrazelluläre 

Liganden, darunter zwei hochaffine Bindungsstellen für Ca2+-Ionen. Einer dieser 

Sensoren, der den Hauptanteil der Ca2+-Sensitivität zu vermitteln scheint, liegt 

vermutlich in der RCK1-Domäne (Xia et al. 2002), die als Regulator der 

Kaliumleitfähigkeit entscheidenden Einfluss auf den Öffnungsmechanismus des BK-

Kanals besitzt (Abb.2; Jiang et al. 2001; Lingle 2007). Der zweite Sensor ist in einer 

Aspartat-reichen Sequenz aufzufinden, die als sogenannte „Calcium-bowl“ 

bezeichnet wird (Abb.2; Schreiber & Salkoff 1997). Letztere Domäne innerhalb der 

RCK2-Region ist nicht essentiell, jedoch ebenfalls für einen Teil der Ca2+-Sensitivität 

verantwortlich (Schreiber et al. 1999; Yusifov et al. 2008). Durch eine Mutation der 

Aspartat-Reste dieser „Calcium-bowl“-Sequenz ließ sich in Ca2+-haltiger Lösung eine 

reduzierte Konformations-Änderung des C-Terminus erkennen (Bao et al. 2004). 

Innerhalb der RCK1-Domäne präsentiert sich zudem ein Bereich zur Bindung von 

Mg2+-Ionen, die zu einer Ca2+-unabhängigen Aktivierung des BK-Kanals führen, 

möglicherweise durch gleichzeitige Mg2+-vermittelte Interaktion mit intrazellulären 

Schleifen im Bereich des Spannungssensors (Abb.2; Shi et al. 2002; Yang et al. 

2007; Yang et al. 2008). Hinzu kommen Sequenzbereiche, die auf Oxidation (Tang et 

al. 2004; Santarelli et al. 2004; Santarelli et al. 2006) sowie Phosphorylierung durch 

die Proteinkinase C und die cAMP- bzw. cGMP-Kinase ansprechen (Schubert & 

Nelson 2001; Zhou et al. 2001; Tian et al. 2004). Darüber hinaus konnten in den 

letzten Jahren weitere Liganden ausfindig gemacht werden, die zu einer 

Beeinflussung der Kanalpermeabilität beitragen. So verhält sich der BK-Kanal 

sensitiv gegenüber Veränderungen des pH-Wertes (Hou et al. 2008a; Avdonin et al. 

2003) sowie gegenüber Kohlenstoffmonoxid (CO) (Hou et al. 2008b), der nicht 
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Protein-gebundenen Häm-Gruppe (Tang et al. 2003; Horrigan et al. 2005) und der 

membran-ständigen Phospholipidkomponente Phosphatidylinositol 4,5-bisphosphat 

(PIP2) (Vaithianathan et al. 2008). Die Ausbildung verschiedener Spleißvarianten in 

einzelnen Geweben (Chen & Shipston 2008; Poulsen et al. 2009; Zhou et al. 2001) 

kann zu Unterschieden in der Aktivierbarkeit des BK-Kanals durch Liganden wie die 

cAMP-Kinase oder durch Ca2+-Ionen führen (Chen et al. 2005a; Saleem et al. 2009).  

 

                      
 

 
Abb.2 Modelldarstellung der räumlichen Struktur von alpha- und beta1-Untereinheit des BK-
Kanals. Die alpha-Untereinheit besteht aus sieben transmembranären Domänen (S0-S6), die 
den Spannungssensor und die Kanalpore beinhalten sowie einem etwa 800 Aminosäuren 
langen C-Terminus mit vier hydrophoben Segmenten (S7-S10), der innerhalb der 
Kaliumleitfähigkeits-regulierenden RCK1-Domäne sowie innerhalb der sogenannten 
„Calcium-bowl“ (RCK2-Region) Sensoren für Ca2+-Ionen besitzt. Diese können die Aktivität 
des BK-Kanals beeinflussen. Die akzessorische beta1-Untereinheit bildet zwei 
transmembranäre Domänen (TM1 + TM2) aus und zeigt aktivitätsbeeinflussende 
Interaktionen mit der alpha-Untereinheit. 
 

Zusätzlich zu intrazellulären Liganden wird die Funktion des BK-Kanals durch 

akzessorische beta-Untereinheiten beeinflusst. Zurzeit sind vier strukturell 

verschiedene beta-Untereinheiten bekannt, die mit beta1 – beta4 bezeichnet werden 

(Knaus et al. 1994; Uebele et al. 2000; Brenner et al. 2000). Allen gemeinsam ist ihr 

Aufbau aus zwei transmembranären Domänen, die über eine 112-123 Aminosäuren 
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umfassende Schleife verbunden sind, wobei sich das N- und C-terminale Ende 

intrazellulär befinden (Abb.2). Vermutlich interagieren die beta-Untereinheiten mit 

den extrazellulären N-terminalen Sequenzen der alpha-Untereinheiten des BK-

Kanals unter Komplexbildung im stöchiometrischen Verhältnis 1:1 (Wallner et al. 

1996; Garcia-Calvo et al. 1994). Am umfangreichsten untersucht ist bislang die 

beta1-Untereinheit, welche die Aktivierungs- und Deaktivierungskinetik herabsetzt, 

den BK-Kanal im geöffneten Zustand stabilisiert sowie die Ca2+-Sensitivität erhöht 

und somit zu einer Aktivitätssteigerung des Kanals beiträgt (Cox & Aldrich 2000; 

Petkov et al. 2001; Orio et al. 2002).  

 

1.1.2.2 Gewebeverteilung von BK-Kanälen 

Die große Bedeutung des BK-Kanals wird nicht nur in seiner vielseitigen 

Aktivierbarkeit sondern auch in seiner breiten Gewebeverteilung deutlich. Nahezu 

ubiquitär, in fast allen Geweben konnte eine Expression der alpha-Untereinheit des 

BK-Kanals detektiert werden. Hierbei sind die BK-Kanäle nicht nur in der äußeren 

Plasmamembran der Zellen lokalisiert (Wellman & Nelson 2003), es konnten 

inzwischen auch funktionelle BK-Kanäle in der inneren Mitochondrienmembran von 

Myozyten und anderen Zellen nachgewiesen werden (Ohya et al. 2005; Zoratti et al. 

2009). Die breit gefächerte Gewebeexpression der BK-Kanäle zeigt sich unter 

anderem in zahlreichen glattmuskulären Organen wie Harnblase, Atemwegen, 

Gefäßen und Corpora cavernosa (Herrera et al. 2000; Savaria et al. 1992; McCobb 

et al. 1995; Werner et al. 2005). Bei Störungen der BK-Kanal Funktion können 

hierbei Erkrankungen wie Reizblasensymptomatik und Inkontinenz auftreten 

(Sprossmann et al. 2009; Meredith et al. 2004), was in dieser Arbeit detailliert 

beleuchtet werden soll. Weitere Folgen sind die Entstehung von Bluthochdruck 

(Plüger et al. 2000; Patterson et al. 2002) sowie erektiler Dysfunktion (Werner et al. 

2008). Aufgrund seiner großen Kaliumleitfähigkeit spielt der BK-Kanal in den meisten 

Neuronen eine wichtige Rolle bei der schnellen Nach-Hyperpolarisation der 

Zellmembran und somit für deren Erregbarkeit (Sausbier et al. 2004) sowie in 

synaptischen Endigungen für die Neurotransmitter-Ausschüttung (Wang 2008a). 

Eine neuronale Expression wurde unter anderem in den meisten Strukturen des 

Gehirns (Sausbier et al. 2005a), des parasympathischen Nervensystems (Patel et al. 

1998) und in Hinterhorn-Ganglien gezeigt (Zhang et al. 2003). Die Folgen neuronaler 

BK-Kanal-Defekte können sich beispielsweise im Auftreten motorischer Störungen 
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(Sausbier et al. 2004) und epileptischer Anfälle äußern (Du et al. 2005). Doch auch in 

inneren Haarzellen der Cochlea besitzen BK-Kanäle wichtigen Einfluss auf die 

Ausbildung der Frequenz-Selektivität sowie auf die Signalweiterleitung und können 

bei Abwesenheit zu progressivem Hörverlust führen (Beurg et al. 2005; Rüttiger et al. 

2004). Weiterhin ist eine Beteiligung von BK-Kanälen an hormonellen 

Sekretionsprozessen zu beobachten. Beispielsweise konnte deren Expression und 

Einfluss auf die Hemmung der Catecholamin-Freisetzung in chromaffinen Zellen des 

Nebennierenmarks gezeigt werden (Lingle et al. 1996; Nagayama et al. 1998). Auch 

in der Nebennierenrinde könnten sie möglicherweise die Aldosteron-Ausschüttung 

kontrollieren (Sausbier et al. 2005b).  

 

Im Gegensatz zur alpha-Untereinheit, die in allen Zellen nur durch das Gen 

Kcnma1 codiert wird und sich einzig in der Ausbildung verschiedener Spleißvarianten 

unterscheidet, zeigt sich eine ausgeprägte Gewebespezifität in Hinblick auf die 

Expression der akzessorischen, modulierend eingreifenden beta-Untereinheiten, 

welche durch vier unterschiedliche Gene (Kcnmb1 – Kcnmb4) codiert werden. In 

glatter Muskulatur sowie in den inneren Haarzellen der Cochlea werden primär 

beta1-Untereinheiten exprimiert, wo hingegen die beta2-Untereinheit überwiegend in 

chromaffinen Zellen des Nebennierenmarks und im Gehirn zu finden ist (Orio et al. 

2002; Xia et al. 1999). Ebenso zeigt die beta4-Untereinheit vorwiegend eine 

gehirnspezifische Expression (Brenner et al. 2000), sie konnte kürzlich jedoch auch 

im Detrusormuskel der Harnblase nachgewiesen werden (Chen & Petkov 2009). Die 

Identifikation der beta3-Untereinheit gelang unter anderem in Hoden und Pankreas 

(Xia et al. 2000).  

 

1.1.2.3 Eigenschaften und physiologische Funktion des BK-Kanals in glatten 
Muskelzellen der Harnblase 

Die bislang bekannte funktionelle Einbindung des BK-Kanals in den 

physiologischen Kontext für die Kontraktilität glatter Muskelzellen der Harnblase soll 

in Hinblick auf die Thematik dieser Arbeit näher beleuchtet werden. Die 

Kontraktionen zur Entleerung der Harnblase werden durch parasympathische 

Innervation vermittelt. Hierbei kommt es zur Ausschüttung der beiden 

Neurotransmitter Acetylcholin (ACh) und Adenosintriphosphat (ATP), die an M3-

Rezeptoren bzw. an purinergen (P2X1) Rezeptoren binden und eine Kontraktion 
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glatter Detrusormuskelzellen auslösen können (Matsui et al. 2000; Vial & Evans 

2000). Der Anteil dieser beiden Neurotransmitter am Ausmaß der Kontraktion variiert 

hierbei zwischen einzelnen Spezies. Beim Menschen sowie in Mäusen scheint die 

über M3-Rezeptoren vermittelte cholinerge Komponente die dominierende Rolle zu 

spielen (Matsui et al. 2000; Bo & Burnstock 1995; Sibley 1984). Cholinerge 

Stimulation über Gq-gekoppelte M3-Rezeptoren führt in der Harnblase zum Anstieg 

von Inositol 1,4,5-Trisphosphat und der Ca2+-Freisetzung aus intrazellulären 

Speichern als auch zur Diacylglycerol-vermittelten Aktivierung von TRPC-Kanälen, 

über die der extrazelluläre Ca2+-Einstrom via L-Typ-Ca2+-Kanälen initiiert wird (Wang 

et al. 2008b). Beide Mechanismen tragen zum Anstieg der intrazellulären Ca2+-Ionen 

Konzentration bei (Abb.3).  

 

      
 

 
Abb.3 Hypothetisches Netzwerk zur Darstellung der Muscarinrezeptor-induzierten 
Aktivierung glattmuskulärer Ca2+-Kanäle des Detrusormuskels sowie funktionelle Einbindung 
des BK-Kanals in die Regulation der intrazellulären Ca2+-Konzentration und der Kontraktion 
(schematische Darstellung). BK, BK-Kanal; DAG, Diacylglycerol; ER, Endoplasmatisches 
Retikulum; IP3, Inositol 1,4,5-Trisphosphat; IP3R1, IP3-Rezeptor; L-Typ, L-Typ-Ca2+-Kanal; 
M3, Muscarin-Rezeptor (Typ3); PLCβ, Phospholipase Cβ; RyR, Ryanodin-Rezeptor; SR, 
Sarkoplasmatisches Retikulum; TRPC, TRPC-Kanal.  
 

Freies cytosolisches Ca2+ induziert eine verstärkte Phosphorylierung der 

leichten Myosinketten (MLC) durch Erhöhung des Aktivitätsquotienten aus 

Ca2+/Calmodulin abhängiger MLC-Kinase im Verhältnis zur MLC-Phosphatase 
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(Kamm & Stull 1985). Diese Phosphorylierung leichter Myosinketten führt zur 

verstärkten Interaktion mit benachbarten Aktin-Filamenten sowie zu einer Zunahme 

der Mg2+-ATPase-Aktivität von Myosin (Dillon et al. 1981). Im Folgenden ablaufende 

Querbrückenzyklen resultieren somit in einer Detrusormuskel-Kontraktion.  

 

Hierbei besitzt der BK-Kanal eine entscheidende Funktion in der Kontrolle der 

Harnblasen-Kontraktilität. Die Aktivierung des BK-Kanals kann, wie in Kapitel 1.1.2.1 

beschrieben, spannungsabhängig aufgrund einer Depolarisation des 

Membranpotentials sowie durch lokale Erhöhung der Ca2+-Ionen-Konzentration 

erfolgen. Letztere wird bestimmt durch sog. „Ca2+-Sparks“, welche über 

zelloberflächannahe Ryanodin-Rezeptoren aus intrazellulären Speichern freigesetzt 

werden und lokale, transiente Erhöhungen der Ca2+-Konzentration auf Werte 

zwischen 1 µM und 100 µM darstellen (Abb.3; Pérez et al. 1999). Zusätzlich kann 

jedoch auch der unmittelbare Ca2+-Einstrom über spannungsabhängige Ca2+-Kanäle 

sowie P2X1-Rezeptoren einen Beitrag zur Aktivierung leisten (Herrera & Nelson 

2002). Der über den BK-Kanal-vermittelte K+-Ausstrom führt in der Folge zur 

Repolarisation von Aktionspotentialen bzw. zur Hyperpolarisation der Zellmembran 

und zur Einstellung des Ruhemembranpotentials (Heppner et al. 1997; Ghatta et al. 

2006). Hieraus resultiert eine schnelle Deaktivierung spannungsgesteuerter Ca2+-

Kanäle sowie eine Abschwächung der phasischen Detrusor-Kontraktionen (Herrera 

et al. 2005; Darblade et al. 2006).  

 

1.1.2.4 Vermutete physiologische Funktion des BK-Kanals in glatten 
Muskelzellen der Atemwege 

Wie bereits in der Harnblase beschrieben wird gleichermaßen in der 

Atemwegsmuskulatur neben einer Aktivierung von muscarinergen M2-Rezeptoren die 

Hauptkomponente zur Kontraktion über M3-Rezeptoren vermittelt (Struckmann et al. 

2003). Der glattmuskuläre BK-Kanal in den Atemwegen ist hierbei, wie in Kapitel 

1.1.2.3 beschrieben, in einen vergleichbaren Kontext eingeordnet. Auch hier soll er 

den Ca2+-Einstrom über spannungsgesteuerte Ca2+-Kanäle inhibieren (Nielsen-

Kudsk 1996; Mikawa et al. 1997). An isolierten Tracheen von BK-Kanal Knockout-

Mäusen wurden beispielsweise phasische Kontraktionen beobachtet, welche die 

reinen tonischen Kontraktionen, wie sie in Wildtyp-Mäusen erkennbar sind, zusätzlich 

überlagerten (Sausbier et al. 2007). Weiterhin wird die BK-Kanal-Funktion als ein 
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Mechanismus der beta2-Adrenozeptor-vermittelten Relaxation der Atemwege 

diskutiert (Huang et al. 1993; Tanaka et al. 2003a). Bei all diesen Untersuchungen ist 

jedoch der vollständige Einfluss des Respirationsepitheliums und dessen 

relaxierender Mediatoren (Prié et al. 1990; Vanhoutte 1989) auf die glatte Muskulatur 

der Atemwege noch nicht eindeutig geklärt. Kompensationsmechanismen in 

konstitutiven BK-/- Mäusen erschweren zudem die Interpretation der funktionellen 

Bedeutung des BK-Kanals (Sausbier et al. 2007). Darüber hinaus vermuten Tamaoki 

et al. (1997) zusätzliche BK-Kanal-Expression innerhalb der Respirationsepithel-

Schicht. Über die tatsächliche Funktion des BK-Kanals in glatten Muskelzellen der 

Atemwege kann daher zurzeit nur spekuliert werden. Jedoch ist zu bedenken, dass 

nicht alle bislang in den Luftwegen beschriebenen BK-Kanal-Effekte automatisch 

dem glattmuskulären BK-Kanal zugeschrieben werden müssen.  

 

1.2 Beteiligung der cAMP-Signalkaskade an der Relaxation glatter 
Detrusor-Muskelzellen der Harnblase 

1.2.1 cAMP-Signalkaskade 

Der intrazelluläre sekundäre Botenstoff cAMP besitzt in den verschiedensten 

Geweben eine Vielzahl physiologischer Funktionen. Zur Antagonisierung der 

Kontraktion viszeraler glatter Muskelzellen, beispielsweise im Detrusormuskel der 

Harnblase, wird zumindest ein Teil der beta-Adrenozeptor mediierten Relaxation 

über das cyclische Nukleotid cAMP gesteuert (Morita et al. 1992). Bis vor einigen 

Jahren galt in der Wissenschaft der Konsens über eine in eukaryotischen Zellen 

linear aufgebaute cAMP-Signalkaskade, in der nach sequentieller Aktivierung der 

Adenylatcyclase und Bildung von cAMP die Proteinkinase A (PKA) aktiviert wird, 

welche, mit Ausnahme der Aktivierung von CNG-Kanälen, allein für die Vermittlung 

von cAMP-Effekten verantwortlich gemacht wurde. Der Ligand cAMP bindet hierbei 

an die regulatorischen (R) Untereinheiten des inaktiven heterotetrameren 

Holoenzyms (R2C2) und führt durch konformationelle Änderung zur Dissoziation der 

zuvor an Threonin 197 phosphorylierten und somit aktivierten katalytischen (C) 

Untereinheiten (Steinberg et al. 1993; Cheng et al. 1998). Obwohl eine Vielzahl von 

cAMP-induzierten physiologischen Effekten tatsächlich auf die PKA zurückgeführt 

werden konnte, stellten sich unter Verwendung spezifischer PKA-Inhibitoren jedoch 
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immer neue cAMP-vermittelte Effekte heraus, die auf PKA unabhängige 

Mechanismen hindeuteten.  

Vor wenigen Jahren konnte ein neues, durch cAMP aktivierbares Protein 

namens Epac („exchange protein directly activated by cAMP“) identifiziert werden (de 

Rooij et al. 1998; Kawasaki et al. 1998), das eine cAMP-Bindungsdomäne enthält, 

die eine hohe Sequenzhomologie zur entsprechenden Bindungsdomäne der 

regulatorischen Untereinheit der PKA aufweist. Epac-Proteine binden cAMP mit 

hoher Affinität und können unter anderem die GTPasen Rap1 und Rap2 aktivieren, 

indem sie als sogenannter Guanin-Nukleotid-Austausch-Faktor (GEF) agieren (de 

Rooij et al. 1998; de Rooij et al. 2000; Ohba et al. 2000). Inzwischen ist eine große 

Anzahl von Epac-Funktionen bekannt, die beispielsweise von der Beteiligung bei 

Sekretions- und Exocytose-Prozessen (Seino & Shibasaki 2005) über Zell-Adhäsion 

(Rangarajan et al. 2003), Zell-Differenzierung (Kiermayer et al. 2005) und 

Genexpression (Lotfi et al. 2006) bis hin zu kardialer Hypertrophie (Morel et al. 2005) 

eine Rolle spielen. Auch in glatten Muskelzellen wurde bereits eine Expression von 

Epac-Proteinen nachgewiesen, die unter anderem an der Zellmigration beteiligt zu 

sein scheinen (Yokoyama et al. 2008). Bei all diesen beschriebenen Effekten muss 

zunächst zwischen zwei Epac-Formen differenziert werden, Epac1 und Epac2, deren 

Sequenzen zwei unterschiedliche Genprodukte darstellen. Hierbei zeigt Epac1 eine 

ubiquitäre Expression, während Epac2 stärker gewebespezifisch exprimiert wird 

(Kawasaki et al. 1998; de Rooij et al. 1998). Darüber hinaus wird jede Epac-Isoform 

in vielfacher Weise gespleißt (Niimura et al. 2009; Ueno et al. 2001), so dass 

verschiedene Zellfunktionen zusätzlich durch unterschiedliche Spleißvarianten 

vermittelt werden können. Epac1 und Epac2 besitzen eine C-terminale katalytische 

Domäne mit hoher Sequenzhomologie. In der regulatorischen, N-terminalen Domäne 

besteht ein größerer Unterschied, da Epac2 eine weitere, N-terminale cAMP-

Bindungsstelle aufweist, die jedoch, zumindest unter normalen physiologischen 

Bedingungen, im Vergleich zur ersten Bindungsstelle eine schwächere Affinität zum 

cAMP-Liganden zeigt (de Rooij et al. 2000). Für die in der vorliegenden Arbeit 

vorgestellten Untersuchungen scheint potentiell diese zweite, N-terminale cAMP-

Bindungsstelle von Epac2 relevant zu sein.  
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1.2.2 Mechanismen zur beta-Adrenozeptor vermittelten Harnblasen-
Relaxation 

Im Falle der Detrusormuskel-Relaxation existieren bislang jedoch sehr 

unterschiedliche Aussagen zu Anteil und Mechanismus der cAMP-abhängigen 

Relaxationskomponente. Unstrittig ist die Aktivierung relaxierender Mechanismen 

über beta-Adrenozeptoren, welche über die gesamte Blasenkuppel verteilt exprimiert 

werden. Zwar konnte die mRNA aller drei beta-Adrenozeptor-Subtypen in 

Harnblasen detektiert werden (Tyagi et al. 2009; Seguchi et al. 1998), jedoch 

scheinen die einzelnen Rezeptor-Subtypen unterschiedlich sowie Spezies-abhängig 

am Ausmaß der Detrusor-Relaxation beteiligt zu sein. Untersuchungen an humanen 

Harnblasen deuten hier auf eine dominierende Rolle von beta3-Adrenozeptoren hin 

(Nomiya & Yamaguchi 2003), während beispielsweise in Ratten vermutlich die beta2-

Adrenozeptor-Komponente eine zusätzliche wichtige Bedeutung besitzt (Yamazaki et 

al. 1998). Die drei bekannten beta-Adrenozeptor-Subtypen sind Gs-gekoppelt und 

führen nach Stimulation über die Aktivierung der Adenylatcyclase zu einer 

intrazellulären Erhöhung der cAMP-Spiegel in der Harnblase (Morita et al. 1992; 

Uchida et al. 2005; Sprossmann et al. 2009). Der relaxationsvermittelnde Effekt von 

cAMP im Detrusormuskel ist in zahlreichen Untersuchungen gezeigt (Truss et al. 

1996; Morita et al. 1992), jedoch wurden beispielsweise nach KCl-induzierter 

Vorkontraktion ebenso cAMP-unabhängige Mechanismen vermutet, die über beta-

Adrenozeptoren aktiviert werden (Uchida et al. 2005; Frazier et al. 2005). Ein 

wichtiger Teil der beta-Adrenozeptor-vermittelten Relaxation scheint unter 

physiologischen Bedingungen über den BK-Kanal zu erfolgen, der, wie in Kapitel 

1.1.2.3 diskutiert, zur Inaktivierung spannungsgesteuerter Ca2+-Kanäle beiträgt. Liu 

et al. (2004) postulierten eine cAMP-unabhängige, direkte AKAP-mediierte 

Interaktion zwischen beta2-Adrenozeptoren und dem BK-Kanal, die miteinander 

assoziiert vorliegen können. Allerdings fehlen eindeutige Aussagen über den beta1- 

sowie beta3-Adrenozeptor. Kobayashi et al. (2000) konnten eine Zunahme der BK-

Kanal-Aktivität an glatten Muskelzellen des Meerschweinchen-Detrusors nach 

Stimulation von beta-Adrenozeptoren bzw. der Adenylatcyclase detektieren, was sich 

in deren Untersuchung jedoch als cAMP/PKA-mediierter Effekt herausstellte. 

Einflüsse der Proteinkinase G (PKG) waren hierbei nicht erkennbar (Kobayashi et al. 

2003). Eine weitere Gruppe belegte die beta-Adrenozeptor-vermittelte Aktivierung 

des BK-Kanals im Detrusormuskel von Meerschweinchen durch die Entstehung von 
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„Ca2+-Sparks“ über Ryanodin-Rezeptoren, was ebenfalls eine Beteiligung der 

cAMP/PKA-Signalkaskade vermuten lässt (Petkov & Nelson 2005). Hierbei könnte 

die PKA möglicherweise direkt auf die Aktivität von Ryanodin-Rezeptoren oder 

indirekt über die Hemmung von Phospholamban und einer verstärkten Ca2+-

Aufnahme in intrazelluläre Speicher einen Einfluss auf die BK-Kanal-Aktivierung 

ausüben (Wellman et al. 2001; Danila & Hamilton 2004).  

Vermutlich sind also sowohl cAMP-mediierte als auch cAMP-unabhängige 

Mechanismen an der beta-Adrenozeptor-vermittelten Relaxation des 

Detrusormuskels beteiligt, für die der BK-Kanal, zumindest unter physiologischen 

Bedingungen, eine essentielle Rolle zu spielen scheint.  

 

1.3 Neuronale Steuerung der Harnblasenfunktion sowie des 
Atemwegswiderstandes 

Die autonome und somatische Innervation von Harnblase sowie 

Respirationstrakt beeinflusst deren Organfunktion entscheidend. Während jedoch 

das autonome Nervensystem für die Regulation des Muskeltonus in den Atemwegen 

unter physiologischen Bedingungen nur eine geringe Rolle zu spielen scheint, besitzt 

es eine bedeutende Funktion für eine geregelte physiologische Kontraktion und 

Relaxation in der Harnblase. Weitere Bedeutung gewinnt die sympathische sowie 

parasympathische Innervation in beiden Organen unter pathophysiologischen 

Bedingungen. Um die motorische Kontrolle von Harnblase und Respirationstrakt über 

die in den vorausgehenden Kapiteln besprochenen Mechanismen im Gesamtkontext 

zu beleuchten sowie die während elektrischer Feldstimulation aktivierbaren Neurone 

aufzuzeigen, soll im Folgenden eine kurze Übersicht zur kontraktions- und 

relaxationsvermittelnden Innervation beider Organe vorgestellt werden (Abb.4A,B).  

 

Grundlegend besitzt die Harnblase von Säugetieren zwei Aufgaben. Sie hat 

eine adäquate Speicherung des kontinuierlich produzierten Urins zu koordinieren 

sowie darüber hinaus zeitweise das gespeicherte Urinvolumen effizient zu entleeren 

(Miktion). Für die Steuerung der Harnblasenentleerung sind primär 

parasympathische Neuronen verantwortlich, die von lumbalen bzw. sakralen 

Rückenmarksegmenten nach einer Verschaltung innerhalb der Ganglia pelvica über 

den Plexus pelvicus zum Musculus detrusor sowie zum glattmuskulären Musculus 
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sphincter urethrae internus ziehen. Hierüber werden eine cholinerg sowie purinerg 

induzierte Kontraktion des Detrusormuskels und eine Relaxation des inneren 

Schließmuskels vermittelt, woraus eine Entleerung der Harnblase resultiert (Urban 

2008). Im Gegenzug unterliegen sowohl der Verschluss des Blasenhalses als auch 

die Relaxation der Harnblasenkuppel dem Einfluss des sympathischen 

Nervensystems. Sympathische Neuronen entspringen im Nucleus intermediolateralis 

des Lumbalmarks und gelangen nach Verschaltung im Ganglion mesentericum 

inferius über den Nervus hypogastricus zum Detrusormuskel sowie zum Blasenhals 

und dem Trigonum vesicae an der Harnblasen-Basis (Abb.4A; Urban 2008). Das aus 

den sympathischen Nervenendigungen ausgeschüttete Noradrenalin (NA) kann 

seine Effekte in der Harnblase sowohl über alpha- als auch über beta-

Adrenozeptoren vermitteln, die sich in ihrer regionalen Verteilung unterscheiden. 

Hierbei zeigt sich die Expression von relaxationsvermittelnden beta-Adrenozeptoren 

in der gesamten Blasenkuppel (Tyagi et al. 2009), wohingegen alpha1-

Adrenozeptoren, insbesondere der alpha1A- sowie alpha1D-Subtyp (Hampel et al. 

2002), im Bereich des Blasen-Trigonums und des Blasenhalses zu finden sind, an 

dem sie vermutlich den Tonus des inneren glattmuskulären Blasen-Sphinkters 

erhöhen (Chang et al. 2000). Unterstützt wird der Verschluss des Blasenhalses und 

der Urethra durch den quergestreiften äußeren Blasensphinkter, der mittels 

Innervation durch den Nervus pudendus der Willkürmotorik untersteht (Urban 2008). 

Die Bedeutung eines zusätzlichen Einflusses von ATP und Stickstoffmonoxid aus 

sog. NANC-Neuronen (weder adrenerg noch cholinerg) auf Kontraktion und 

Relaxation glatter Muskulatur in der Harnblase wird kontrovers diskutiert. Es 

existieren jedoch Hinweise, dass der Einfluss der purinergen Komponente unter 

Reizblasensymptomatik zunimmt (Harvey et al. 2002; O’Reilly et al. 2002). Sensibel 

innerviert wird die Harnblase über den Plexus pelvicus. Afferente suburotheliale 

Fasern sprechen auf Dehnung bei Blasenfüllung und auf zahlreiche sezernierte 

Peptide sowie extrazelluläres ATP an (Andersson 2002) und können reflektorisch 

den Tonus von Detrusormuskel sowie innerem Blasensphinkter erhöhen (Urban 

2008). Zusätzlich existiert supraspinal ein komplexes neuronales Netzwerk, das 

sensible Informationen aus der Harnblase erhält und über welches Miktionen 

kontrolliert werden können. Wichtige Zentren bilden hierfür das periaquäduktale 

Höhlengrau sowie das pontine Miktionszentrum im Hirnstamm. Über die Aktivierung 

des letzteren können aufgrund direkter Verbindung zum Nucleus intermediolateralis 
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des Sakralmarks Detrusorkontraktionen und somit eine Miktion ausgelöst werden 

(Urban 2008).  

 

Im Respirationstrakt wird eine Verengung des Atemweg-Lumens sowie die 

Mucus-Sekretion über die Innervation durch parasympathische Fasern aus Nervus 

vagus und Nervus laryngealis recurrens vermittelt, die innerhalb der Medulla 

oblongata entspringen und in Ganglien des Plexus pulmonalis verschaltet werden 

(Abb.4B). Die via M1-Rezeptoren aktivierten postganglionären cholinergen Neurone 

können die glatte Atemwegsmuskulatur über M3-Rezeptoren kontrahieren (Proskocil 

& Fryer 2005) sowie glanduläre Sekretionsprozesse mitsteuern (Rogers 2001). Das 

Ausmaß der sympathischen Innervation über viszerale Äste des Truncus 

sympathicus scheint jedoch stark Spezies-abhängig zu sein. Neben der Innervation 

von Blutgefäßen, submukösen Drüsen und parasympathischen Ganglien des Plexus 

pulmonalis zeigen sich diese Unterschiede insbesondere bei der Innervation glatter 

Muskelzellen der Atemwege. Während bei Katzen und Meerschweinchen eine 

ausgeprägte sympathische Innervation glatter Atemwegsmuskulatur vorliegt 

(Richardson 1979), ist beim Menschen eine glattmuskuläre sympathische Innervation 

in den Atemwegen zumindest nicht nachweisbar (Richardson & Béland 1976). 

Dennoch werden beta2-Adrenozeptoren in diesen glatten Muskelzellen exprimiert 

(Carstairs et al. 1984) und ihre Aktivierung bewirkt eine Bronchodilatation (Anderson 

2006). Darüber hinaus können inhibitorische NANC-Neurone über die Ausschüttung 

von Stickstoffmonoxid (NO) oder vasointestinalem Peptid (VIP) ebenso einen 

maßgeblichen Anteil an der Dilatation der Atemwege besitzen und parasympathisch 

induzierte Kontraktionen abschwächen (Belvisi et al. 1991; Andersson & Grundström 

1987).  

 

Die tatsächliche Rolle des BK-Kanals innerhalb einzelner Gewebestrukturen 

wie glatter Muskelzellen oder Neuronen ist für die Kontraktion und Relaxation der 

beiden Organe bislang noch nicht eindeutig geklärt. Die vorliegende Arbeit versucht, 

die jeweilige glattmuskuläre BK-Kanal-Komponente herauszuarbeiten.  
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Abb.4 Autonome und somatische Innervation von Harnblase (A) und Respirationstrakt (B), 
modifiziert nach Inskip et al. (2009). Aδ, schnell leitende A-delta Nervenfasern; AR, 
Adrenozeptor; C, langsam leitende C-Fasern; M3, Muscarin-Rezeptor Typ3; N., Nervus; 
nAChR, nikotinischer Acetylcholin-Rezeptor; NO, Stickstoffmonoxid; NTS, Nucleus tractus 
solitarii; P2X, purinerger Rezeptor; PAG, periaquäduktales Höhlengrau; PMZ, pontines 
Miktionszentrum; (+), kontraktionsauslösend; (-), relaxierend. 
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1.4 Erkrankungen der Harnblase 

1.4.1 Reizblasensyndrom 

Störungen der in Kapitel 1.3 beschriebenen Harnblasenfunktion mit spontanen 

Detrusormuskel-Kontraktionen, die nicht über das pontine Miktionszentrum aktiv 

kontrolliert werden, können zu Symptomen einer überaktiven Harnblase und somit zu 

einem Reizblasensyndrom führen (Abrams et al. 2002). Bezogen auf die humane 

Harnblase ist hierunter ein Symptomenkomplex zu verstehen, der Harndrang mit 

oder ohne Dranginkontinenz, Urinabgang häufiger als 8-mal pro Tag (Pollakisurie) 

sowie nächtlichen Urinabgang (Nykturie) umfasst (Ouslander 2004). Zwei groß 

angelegte Studien ließen bei fast 17% der Bevölkerung in Europa und den USA das 

Vorliegen eines Reizblasensyndroms vermuten, wobei mit zunehmendem Alter ein 

deutlicher Anstieg der Prävalenz zu verzeichnen ist (Milsom et al. 2001; Stewart et 

al. 2003). Laut Einteilung der Internationalen Inkontinenz-Gesellschaft handelt es 

sich um ein Syndrom ohne genau definierte Ursache, jedoch sind häufig neurogene 

oder myogene Faktoren involviert (Ouslander 2004).  

 

1.4.2 Aktuelle Pharmakotherapie des Reizblasensyndroms 

Nur wenige Medikamente wurden bislang in der Indikation Reizblasensyndrom 

evidenzbasiert in kontrollierten klinischen Studien untersucht. Hierbei sind 

antimuscarinerge Wirkstoffe nach wie vor Arzneimittel der ersten Wahl in der 

aktuellen Pharmakotherapie bei Reizblasensymptomatik (Andersson et al. 2009). 

Jedoch ist der Behandlungserfolg häufig enttäuschend, sowohl aufgrund geringer 

Wirksamkeit (Herbison et al. 2003) als auch aufgrund geringer Compliance der 

Patienten infolge hoher Nebenwirkungsraten (Kelleher et al. 1997). Die Entwicklung 

spezifischer M3-Rezeptor-Antagonisten reduzierte die unerwünschten 

Arzneimittelwirkungen nur in geringem Maße (Hesch 2007), da beispielsweise auch 

im Drüsengewebe M3-Rezeptoren exprimiert werden (Tobin et al. 2009). Somit 

besteht weiterhin die Notwendigkeit zur Identifizierung geeigneterer Angriffspunkte 

für Arzneimittel bei überaktiver Harnblase, die einen Beitrag zur Therapieoptimierung 

leisten können.  
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2 Fragestellung und Zielsetzung 
 

Ein detailliertes Verständnis von Kontraktions- und Relaxations-Mechanismen 

der viszeralen glatten Muskulatur in der Harnblase und des Respirationstraktes ist 

essentiell zur Identifizierung potentieller neuer Angriffspunkte für Arzneimittel bei 

Reizblase und Asthma.  Als ein mögliches Target wurde der spannungs- und 

Calcium-abhängige K+-Kanal mit großer Leitfähigkeit für K+-Ionen (BK-Kanal) 

identifiziert, der eine wichtige Rolle für die Kontraktilität glatter Muskelzellen sowohl 

der Harnblase (Herrera et al. 2000) als auch der Luftwege (Li et al. 1998) zu spielen 

scheint. 

 

Untersuchungen, die den spezifischen BK-Kanal-Blocker Iberiotoxin (IbTX) 

verwenden, sind jedoch, wenn sie im Gewebeverband durchgeführt werden, nur 

bedingt aussagekräftig, da eine vollständige Gewebepenetration von IbTX nicht 

gewährleistet werden kann. Somit sollte durch die Verwendung eines konstitutiven 

(BK-/-) sowie eines konditionalen, induzierbaren und glattmuskelspezifischen 

Knockout-Mausmodells (SM-BK-/-) mit jeweils gezielter Deletion des Kcnma1-Gens, 

das für die porenbildende alpha-Untereinheit des BK-Kanals codiert, die Frage 

geklärt werden, welche funktionellen Auswirkungen der glattmuskulär lokalisierte BK-

Kanal auf die Kontraktilität des Detrusor-Muskels und der Luftwege besitzt und somit 

als therapeutisches Target genutzt werden könnte. Vorausgehende Untersuchungen 

an BK-/- Mäusen mit ubiquitärer Gen-Deletion konnten einen Einfluss neuronal 

lokalisierter BK-Kanäle auf die betreffende Organfunktion nicht ausschließen. 

Darüber hinaus war mit Hilfe des zeitspezifischen Knockout-Modells zu überprüfen, 

ob in konstitutiven BK-/- Mäusen möglicherweise reaktive bzw. adaptive 

Mechanismen vorliegen, die nach Verlust des BK-Kanals funktionell relevant werden. 

Diese Adaptationsmechanismen sollten in diesem Falle molekularbiologisch näher 

charakterisiert und ihr Einfluss auf die Kontraktilität funktionell analysiert werden, um 

zusätzlich BK-Kanal unabhängige Mechanismen für die Relaxation des Detrusors 

und der Luftwege zu identifizieren. 
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3 Material und Methoden 
 

3.1 Generierung konstitutiver und konditionaler BK-Knockout-
Mausmodelle 

Für das Modell des konstitutiven BK-Kanal-Knockouts wurden männliche 

Mäuse mit SV129/C57BL6 Hintergrund verwendet, die homozygot eine „ab initio“ 

Deletion jenes Exons aus dem Kcnma1-Gen aufweisen, das für die Porenregion des 

BK-Kanals codiert (BK-/-). Die Generierung dieser BK-/- Mäuse ist in Sausbier et al. 

(2004) beschrieben mit anschließender Verpaarung heterozygoter BKL1/+ Mäuse, 

um in der F2-Generation sowohl BK-/- Individuen (BKL1/L1) als auch 

korrespondierende Wildtyp-Kontrollen (BK+/+) aus demselben Wurf zu erhalten.  

 

Für die Generierung einer konditionalen, induzierbaren und glattmuskel-

spezifischen BK-Kanal Knockout-Mauslinie (SM-BK-/-) wurden transgene C57BL6 

Mäuse verwendet, in denen die Tamoxifen-aktivierbare Cre-Rekombinase CreERT2 

exprimiert wird. Deren Expression erfolgte unter Kontrolle des glattmuskel-

spezifischen Promotors für das Gen Myh11, das für die schwere Myosin-Kette 

(SMMHC) codiert. Eine detaillierte Beschreibung zur Generierung dieser SMMHC-

CreERT2 Maus-Linie ist in Wirth et al. (2008) angeführt. Diese Mäuse wurden 

zunächst mit heterozygoten BKL1/+ Mäusen auf SV129 Hintergrund verpaart. 

Nachkommen in der F1-Generation, die sowohl die SMMHC-abhängige Cre-

Rekombinase als auch ein BKL1-Allel tragen, wurden weiterhin mit Mäusen auf 

SV129 Hintergrund verpaart, deren beider Kcnma1-Allele von loxP-Sequenzen 

flankiert sind (BKL2/L2, Abb.5A). Hieraus resultierten in der F2-Generation SMMHC-

CreERT2-transgene BKL2/L1 sowie BKL2/+ Mäuse. Eine korrekte Genotypisierung 

erfolgte mittels PCR (Abb.5B). Zur Aktivierung der Cre-Rekombinase wurde acht bis 

zehn Wochen alten Mäusen der F2-Generation jeweils 1 mg Tamoxifen (Sigma, 

T5648), gelöst in 50 µl Miglyol, an fünf aufeinander folgenden Tagen intraperitoneal 

appliziert, wodurch spezifisch in der glatten Muskulatur eine Konversion des loxP-

flankierten BK-Allels (L2) in ein BK-Knockout-Allel (L1) erzielt wurde (Entstehung von 

SM-BK-/- und Kontroll-Mäusen (Ctr), Abb.5A).  
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Durchgeführt von Matthias Sausbier und Clément Kabagema, Universität Tübingen 

 
Abb.5 
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Abb.5 A, Kreuzungsschema zur Generierung einer konditionalen, Tamoxifen-induzierbaren 
und glattmuskel-spezifischen BK-Kanal Knockout-Mauslinie. CreERT2, Cre-Rekombinase-
Gen; Cre, Cre-Rekombinase; i.p., intraperitoneal; P, Myh11-Promotor; TBD Tamoxifen-
Bindungsdomäne.  
B, Exemplarische PCR-Ergebnisse von konstitutiven BK-/-(L1/L1) Mäusen, heterozygoten 
BK-/+ (Het, L1/+) und WT Mäusen (links) sowie konditionalen Mäusen mit gefloxtem BK-
Kanal-Allel (L2/L1, L2/+), (rechts) und eingekreuzten SMMHC-CreERT2-Mäusen (Cre), 
(Mitte). bp, Basenpaare. 
 

Anschließend blieb ein weiterer Zeitraum von sieben Tagen bis zum vollständigen 

Verschwinden der durch das gefloxte Kcnma1-Gen codierten BK-Kanäle abzuwarten. 

Innerhalb der darauf folgenden sieben Tage wurden sämtliche Versuche mit SM-BK-/- 

Mäusen und ihren Kontrollen durchgeführt.  

 

In den Untersuchungen dieser Arbeit werden konstitutive BK-/- Mäuse mit 

Wildtyp- (WT) bzw. konditionale SM-BK-/- Mäuse mit Kontroll-Mäusen (Ctr) aus 

demselben Wurf bzw. gleichen Alters verglichen, die nach dem Zufallsprinzip auf die 

Versuche aufgeteilt wurden (immer Verwendung der F2-Generation). Das Alter der 

untersuchten Mäuse beschränkte sich auf ein Zeitfenster zwischen drei und sechs 

Monaten. Rahmenbedingungen für die Tierhaltung umfassten eine Temperatur von 

21°C, 50-60% relative Luftfeuchte und einem Tag/Nacht Rhythmus von 12 Stunden 

unter Standard-Futter (Altromin, Lage, Deutschland) und Wasser ad libitum. 

Sämtliche Präparationen sowie in vivo Versuche korrespondierender Mäusepaare 

wurden jeweils zur selben Tageszeit durchgeführt, um die Beeinflussung der 

Ergebnisse durch Veränderungen in der zirkadianen Genexpression auszuschließen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Material und Methoden 24 

3.2 Kontraktionsmessungen im Organbad 

3.2.1 Geräte und Ausrüstung 

Alle nicht aufgeführten Geräte sind Bestandteil der üblichen Laborausstattung.  

 
Organbad mit Kraftaufnehmer  

(für Harnblasenstreifen) 

“TSZ-04 modular organ bath system”, 

Organbadvolumen 5 ml, EXP-D/4 amplifier, 

Experimetria Ltd, Budapest, H 

Kraftaufnehmer  

(für Trachea) 

“Q11/10p”, Hottinger Baldwin Messtechnik, 

Darmstadt, D 

Wärme-Umwälzthermostat “Thermo-Temp”, MGW Lauda, Lauda-

Königshofen, D 

EFS-Impulsgenerator CRS-ST-04, Experimetria Ltd, Budapest, H 

Software DT Measure Foundry Version 4.0.5 und File 

Converter 1.0.0.3, Data Translation, 

Bietigheim-Bissingen, D 

Origin 6.0, OriginLab Corporation, 

Northampton, MA, USA 

Schreiber “Watanabe Linear Corder Mark VII”, Tokyo, J

Wasseraufbereitungssystem Milli-Q Biocel, Millipore, Billerica, MA, USA 

 

3.2.2 Chemikalien 

Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

2,4-Dinitrofluorobenzol DNFB 1029660020 Merck, Darmstadt, D 

5,6-Dichloro-benzimidazol-1-β-

D-ribofuranosyl-3’,5’-

monophosphorothioat, Sp-

Isomer 

Sp-5,6-DCl-

cBIMPS 

D014 Biolog, Bremen, D 

8-(4-Chlorophenylthio) 

guanosin-3’,5’-cyclisches 

monophosphat, Natriumsalz 

8-pCPT-

cGMP 

C009 Biolog, Bremen, D 

8-(4-Chlorophenylthio)-2’-O-

methyladenosin-3’,5’-cyclisches 

monophosphat 

8-pCPT-2’-

O-Me-cAMP

C041 Biolog, Bremen, D 
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Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

Adenosin-3’,5’-cyclisches 

monophosphorothioat, Rp-

Isomer 

Rp-cAMPS A002S Biolog, Bremen, D 

Calciumchlorid * 2 H2O  5239.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Carbachol  C2409 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Carbogen  L50 Air Liquide, Düsseldorf, D 

Diclofenac  D6899 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Dimethylsulfoxid DMSO 7029 Carl Roth, Karlsruhe, D 

DL-Isoproterenol HCl  I5627 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Glucose * H2O  6780.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Kaliumchlorid  6781.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Kaliumdihydrogenphosphat  3904.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Magnesiumchlorid * 6H2O  A537.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Magnesiumsulfat * 7H2O  P027.2 Carl Roth, Karlsruhe, D 

N-(2-hydroxyethyl) piperazin-N’-

(2-ethansulfonsäure) 

HEPES 9105.3 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natriumchlorid  9265.3 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natrium-Glutamat  G1626 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Natriumhydrogencarbonat  6885.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natriumhydroxid  6771.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Salzsäure 1N  K025.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Tetrodotoxin  T8024 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

 

3.2.3 Puffer und Lösungen 

Präparations-Puffer  

Na-Glutamat  80 mM 13,53 g 

NaCl  55 mM 3,21 g 

KCl  6 mM 0,45 g 

Glucose * H2O  10 mM 1,98 g 

HEPES 10 mM 2,38 g 

MgCl2 * 6H2O 2 mM 0,41 g 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

pH 7,3 mit NaOH  
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Organbad-Puffer (Harnblase) 

NaCl 119 mM 6,95 g 

KCl  4,7 mM 0,35 g 

KH2PO4 1,2 mM 0,16 g 

CaCl2 * 2H2O 2,5 mM 0,37 g 

MgSO4 * 7H2O 1,2 mM 0,30 g 

Glucose * H2O 11 mM 2,18 g 

NaHCO3 24 mM 2,02 g 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

pH 7,4 mit HCl  

Dauerbegasung mit Carbogen (95% O2 + 5% CO2) 

 

Modifizierter Organbad-Puffer (Trachea) 

NaCl 115 mM 6,72 g 

KCl  4,7 mM 0,35 g 

KH2PO4 1,2 mM 0,16 g 

CaCl2 * 2H2O 3,2 mM 0,47 g 

MgSO4 * 7H2O 1,2 mM 0,30 g 

Glucose * H2O 10 mM 1,98 g 

NaHCO3 25 mM 2,10 g 

Diclofenac 1 µM Stammlsg. 1 ml 

Tetrodotoxin 10 nM Stammlsg. 10 µl 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Dauerbegasung mit CO2, im Organbad mit Carbogen 

 

Carbachol-Stammlösung 

Carbachol 10 mM 0,0092 g 

Milli-Q Wasser ad 5000 µl 

Carbachol-Arbeitslösung, Verdünnung 1:10 

 

Isoproterenol-Stammlösung (frisch herzustellen) 

DL-Isoproterenol HCl 10 mM 0,0124 g 

Milli-Q Wasser ad 5000 µl 

Isoproterenol-Arbeitslösung, Verdünnung 1:10 
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cBIMPS-Stammlösung 

Sp-5,6-DCl-cBIMPS 10 mM 5 µmol 

Milli-Q Wasser ad 500 µl 

 

8-pCPT-cGMP-Stammlösung 

8-pCPT-cGMP 10 mM 5 µmol 

Milli-Q Wasser ad 500 µl 

 

Rp-cAMPS-Stammlösung 

Rp-cAMPS 10 mM 5 µmol 

Milli-Q Wasser ad 500 µl 

 

8-pCPT-2’-O-Me-cAMP-Stammlösung 

8-pCPT-2’-O-Me-cAMP 10 mM 5 µmol 

Milli-Q Wasser ad 500 µl 

Aliquotierung, Lagerung bei -20°C  

8-pCPT-2’-O-Me-cAMP-Arbeitslösung, Verdünnung 1:5 

 
Diclofenac-Stammlösung 

Diclofenac 1 mM 0,0296 g 

Milli-Q Wasser ad 100 ml 

Aliquotierung, Lagerung bei -20°C 

 
Tetrodotoxin-Stammlösung 

Tetrodotoxin 1 mM 0,0096 g 

Milli-Q Wasser ad 30 ml 

Aliquotierung, Lagerung lichtgeschützt bei 2-8°C 

 
DNFB-Stammlösung 

DNFB 100 mM 12,6 µl 

DMSO ad 1000 µl 

DNFB-Arbeitslösung, Verdünnung 1:100 in Milli-Q Wasser 
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3.2.4 Methoden zur in vitro Kontraktionsmessung im Organbad 

Zur Bestimmung der Detrusormuskel-Kontraktilität wurden Mäuse durch 

inhalative Applikation von Diethylether getötet. Nach Eröffnung des Abdomens 

erfolgte eine Trennung der Harnblase vom Ligamentum umbilicale medianum sowie 

die Präparation des Corpus vesicae rostral der Ureter-Mündungen. Diese 

Harnblasen-Kuppel wurde sofort in auf Eis gekühltem Präparations-Puffer durch 

einen Sagittal- und einen Longitudinalschnitt in vier gleich große spindelförmige 

Muskelstreifen geteilt (jeweils 2 x 4 mm). Anschließend erfolgte eine Aufhängung der 

einzelnen Muskelstreifen im Organbad, das mit auf 37°C temperierten Organbad-

Puffer gefüllt war und mit 5% CO2 in O2 begast wurde. Das obere Ende eines jeden 

Muskelstreifens war mit einem Kraftaufnehmer zur isometrischen Kraftmessung 

verbunden (Abb.6).  

 

                     
 

 
Abb.6 Verwendetes Organbad zur Kontraktionsmessung mit Kraftaufnehmer (schematischer 
Aufbau). 
 

Vor den Kontraktionsmessungen wurden die Muskelstreifen über einen 

Zeitraum von 90 Minuten bei einer Vorspannung von 3 mN equilibriert, wobei alle 10 

Minuten ein Pufferwechsel im Organbad stattfand. Detrusormuskel-Kontraktionen 
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wurden entweder durch Zugabe des Muscarin-Rezeptor-Agonisten Carbachol 10 µM 

oder durch Elektrische-Feld-Stimulation (EFS)-induzierte Neurotransmitter-

Freisetzung aus dem vesiculären Nervenplexus ausgelöst. Zur Elektrischen-Feld-

Stimulation wurden rechteckförmige Impulse mit einer Amplitude von 10 Volt und 

einer Dauer von 0,5 Millisekunden generiert, mit denen die Muskelstreifen je 

Frequenz-Einstellung 60 Sekunden lang stimuliert wurden, gefolgt von einem 120 

Sekunden dauernden Ruhe-Intervall. Eine mittels Carbachol 10 µM oder durch eine 

30 Hz-Frequenz induzierte Vorkontraktion zu Beginn jeder Messreihe hatte das Ziel, 

ein adäquates Ansprechen des Organs über die gesamte Messung zu gewährleisten. 

Nach einer Auswaschphase mit dreimalig alle fünf Minuten stattfindendem 

Pufferwechsel erfolgte die Aufzeichnung der basalen Kontraktilität. Hierzu wurden die 

Amplituden der unter Carbachol-Stimuli auftretenden phasischen Kontraktionen bzw. 

die jeweilige Kontraktionskraft während Elektrischer Feld Stimulation gemessen. Im 

Anschluss an eine weitere Auswaschphase (siehe oben) wurde unter erneuter EFS-

Stimulation (1–30 Hz) der Einfluss spezifischer Aktivatoren und Inhibitoren der 

Relaxationsschiene auf die Kontraktilität des Detrusor-Muskels untersucht. Hierbei 

erfolgte die Zugabe von Isoproterenol 10 µM mit einer Präinkubationszeit von 10 

Minuten bzw. cBIMPS 100 µM, mit dem 15 Minuten lang vorinkubiert wurde. Zur 

Hemmung der Proteinkinase A wurden die Muskelstreifen über einen Zeitraum von 

45 Minuten mit Rp-cAMPS 100 µM vorinkubiert. 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP konnte als 

spezifischer Epac-Aktivator in einer Konzentration von 20 µM bei einer 

Präinkubationszeit von 15 Minuten eingesetzt werden. Mit 8-pCPT-cGMP 100 µM, 

einem Aktivator der Proteinkinase G, erfolgte eine 15-minütige Vorinkubation. Der 

zeitgleiche Einfluss von Isoproterenol und Rp-cAMPS ist in Abb.23 untersucht. Hier 

waren die letzten 10 Minuten der Rp-cAMPS Präinkubationszeit von der des 

Isoproterenols überlagert. Die Signale der isometrischen Kraftmessungen wurden 

verstärkt und in digitale Signale umgewandelt sowie mit der „Data Translation 

Measure Foundry Software“ aufgezeichnet. Mit Hilfe der „Origin-Software“ konnten 

die prozentualisierten EFS-Kurvenverläufe berechnet werden.  

 

Zur Kontraktionsmessung von Trachealringen erfolgte die Tötung der Mäuse 

mit Kohlendioxid. Nach Eröffnung des Thorax wurden alle fünf Lungenflügel entfernt 

und die Trachea in Verbindung mit Larynx und Oesophagus entnommen sowie in 

Präparations-Puffer, der additiv mit Diclofenac (1 µM) versetzt wurde, von 
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umgebendem Fett und Bindegewebe befreit. Anschließende Schnitte rostral der 

Bifurcatio tracheae und caudal des Cartilago cricoideae ließen Trachealringe mit 

einer Länge von 4 mm entstehen, die im Organbad auf L-förmigen Haken in 

horizontaler Position fixiert wurden. In dieser Versuchsanordnung stellte modifizierter 

Organbad-Puffer das umgebende Medium dar. Der apparative Aufbau war 

vergleichbar mit dem der Harnblasenstreifen-Messung (Abb.6), jedoch betrug die 

tracheale Vorspannung während der 30-minütigen Equilibrierungsphase 5 mN. Alle 

Versuche erfolgten unter einer DMSO-Konzentration von 0,1‰, die selbst keinen 

Einfluss auf die Kontraktionen ausübte. Eine initiale Applikation von 10 µM Carbachol 

diente zur Ermittlung der Maximalkontraktion in WT und BK-/- Tracheen. Nach einer 

Auswaschphase wurde DNFB (10 µM) zu den im Organbad befindlichen 

Trachealringen appliziert, die mit Carbachol (0,1 µM) über einen Zeitraum von 20 min 

bis zur Einstellung eines tonischen Gleichgewichtes vorkontrahiert waren. Die 

Aufzeichnungen wurden in diesem Versuch durch einen Schreiber vermittelt und 

graphisch ausgewertet. 

 

3.3 Analyse der Miktionsfrequenz von sich frei bewegenden 
Mäusen 

Eine Konditionierung der Mäuse fand an drei aufeinander folgenden Tagen in 

deren Standardkäfigen statt, indem diese an graue Papier-Tücher gewöhnt wurden, 

die auf dem gesamten Käfigboden ausgelegt waren. Vor Versuchsbeginn wurden die 

Mäuse um 9 Uhr morgens beginnend über einen Zeitraum von fünf Stunden unter 

Flüssigkeits- und Nahrungskarenz gestellt. Zur anschließenden Bestimmung der 

Miktionshäufigkeit erfolgte die Applikation von 0,3 ml autoklavierten Wassers über 

eine orale Sonde worauf die Mäuse in ihre mit frischen grauen Papier-Tüchern 

ausgelegten Käfige zurückgesetzt wurden. In den darauf folgenden drei Stunden 

wurde die Miktionsfrequenz anhand der Anzahl zu verzeichnender Urin-Flecke auf 

den Papier-Tüchern bestimmt. Dieser gesamte Vorgang wurde mit jeder Mauslinie 

jeweils zweimal wiederholt. 
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3.4 Untersuchung der Expression selektierter Proteine in der 
Harnblase mittels Western Blot Analyse 

3.4.1 Geräte und Ausrüstung 

Blotting-Apparatur Semi-Dry-Blotter MAXI, Carl Roth, 

Karlsruhe, D 

Elektrophoresekammer Mini-Protean 3 Cell, Bio-Rad, Hercules, CA, 

USA 

Gel-Gießapparatur Bio-Rad, Hercules, CA, USA 

Gewebe-Homogenisator Ultra Turrax T8, IKA-Werke, Staufen, D 

Heizblock Thermomixer compact, Eppendorf, 

Hamburg, D 

Netzanschlussgerät Standard Power Pack P25, Biometra, 

Göttingen, D 

Photometer BioPhotometer, Eppendorf, Hamburg, D 

Reagenzglas-Rotator GFL 3025, Burgwedel, D 

Scanner hp OfficeJet G85, Hewlett Packard, 

Böblingen, D 

Schüttelgerät Duomax 1030, Heidolph Instruments, 

Schwabach, D 

Software BioDocAnalyze 1.0, Biometra, Göttingen, D 

Spritze zur Probenauftragung Hamilton-Spritze, Bonaduz, CH 

Wasseraufbereitungssystem Milli-Q Biocel, Millipore, Billerica, MA, USA 

Zentrifuge Centrifuge 5417 R, Eppendorf, Hamburg, D 
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3.4.2 Verbrauchsmaterialien 

Produkt-Bezeichnung Produkt-Nr. Hersteller 

Centrifuge Tube (50 ml) 430897 Corning, NewYork, USA 

Costar®Stripetten 5 ml 4487 Corning, NewYork, USA 

10 ml 4488 

25 ml 4489 

PVDF-Membran (Millipore Immobilon-P, 

pore size 0,45 µm) 

IPVH 00010 Millipore, Billerica, MA, USA 

Rotilabo®-Blottingpapier CL67.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

UV-Küvetten (UVette®) 0030106.300 Eppendorf, Hamburg, D 

Vivaspin-

Konzentrator-Säulen 

MWCO 10 kD VS0102 Sartorius AG, Göttingen, D 

 

3.4.3 Chemikalien 

Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

5-Brom-4-chlor-3-

indolylphosphat-p-Toluidinsalz 

BCIP 6368 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Acrylamid-Lösung 40% AA A4058 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Ammoniumperoxodisulfat APS 9592 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Benzamidin  CN38 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Bio-Magermilchpulver  3030 Heirler Cenovis GmbH, 

Radolfzell, D 

Bromphenolblau  A512 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Coomassie Blau G 250  9598 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Dithiothreitol DTT 6908 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Ethanol  32205 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Ethylendiamintetraacetat EDTA 8043 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Glycerin  A3783 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Glycin  3908 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Leupeptin  CN33 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Magnesiumchlorid * 6H2O  A537.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Methanol  4627 Carl Roth, Karlsruhe, D 

N,N,N’,N’-Tetramethyl-1,2-

diaminoethan 

TEMED 2367 Carl Roth, Karlsruhe, D 
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Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

N,N’-Methylen-Bisacrylamid BA 7867 Carl Roth, Karlsruhe, D 

N,N-Dimethylformamid DMF T921 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natriumazid  K305 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natriumchlorid  9265 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natrium-Dodecylsulfat SDS 20760 Serva, Heidelberg, D 

Phenylmethylsulfonylfluorid PMSF 6367 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Phosphorsäure (85%)  6366 Carl Roth, Karlsruhe, D 

p-Nitrotetrazoliumblauchlorid NBT 4421 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Proteinstandard (Prestained 

Protein Marker),  

7-175 kDa 

 P7708 New England BioLabs, 

Frankfurt, D 

Rinder-Serum-Albumin BSA V 100402 Paesel + Lorei, Duisburg, D 

Salzsäure 1N  K025.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Tris-(hydroxymethyl) 

aminomethan 

Tris-Base 5429 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Tween 20  37470 Serva, Heidelberg, D 

ε-Aminocapronsäure  A2504 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

 

3.4.4 Puffer und Lösungen 

TN-Puffer  

Tris-Base  1,21 g 

NaCl  2,92 g 

Milli-Q Wasser ad 500 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 8,0; Lagerung 

bei 2-8°C 

 
Proteaseinhibitor-Mix (für 10 ml TN-Puffer) 

DTT (1 M)  25 µl 

EDTA (0,5 M) 50 µl 

Benzamidin (1 M)  25 µl 

PMSF (0,2 M) 125 µl 

Leupeptin (2 mg/ml) 5 µl 
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Bradford-Reagenz  

Coomassie Blau G 250  0,20 g 

Ethanol  100 ml 

Phosphorsäure (85%)  200 ml 

Aqua dest.  ad 2000 ml 

 
4 x Laemmli-Puffer  

SDS 5,0 g 

Tris-Base  2,4 g 

Glycerin  40,0 ml 

Bromphenolblau  4,0 mg 

Milli-Q Wasser ad 100 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 6,7; 

Aliquotierung, Lagerung bei -20°C; vor Gebrauch Zugabe von 

100 mM DTT 

 
1 x Laemmli-Puffer  

4 x Laemmli-Puffer  250 µl 

Milli-Q Wasser 750 µl 

 
10 x Elphor  

Tris-Base  150 g 

Glycin  720 g 

SDS  50 g 

Milli-Q Wasser ad 5000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 8,3; Verdünnung 

1:10 mit Milli-Q Wasser für 1 x Elphor 

 
Anodenpuffer 1  

Tris-Base  36,3 g 

Methanol  200 ml 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 10,4 
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Anodenpuffer 2  

Tris-Base  3,63 g 

Methanol  200 ml 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 10,4 

 
Kathodenpuffer  

Tris-Base  3,0 g 

ε-Aminocapronsäure  5,8 g 

Methanol  200 ml 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 7,6 

 
1 x TBST  

Tris-Base  1,21 g 

NaCl  8,23 g 

Tween 20  500 µl 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 8,0 

 
1 x TBST / 5% Milchpulver  

Milchpulver  5% 25 g 

1 x TBST ad 500 g 

Frisch anzusetzen 

 
1 x TBST / 1% Milchpulver  

1 x TBST / 5% Milchpulver  100 ml 

1 x TBST ad 500 ml 

Frisch anzusetzen 

 
NBT-Stammlösung  

NBT  250 mg 

Milli-Q Wasser  1,5 ml 

DMF 3,5 ml 
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BCIP-Stammlösung  

BCIP  100 mg 

Milli-Q Wasser  2,0 ml 

DMF 2,0 ml 

 
Alkalische Phosphatase-Puffer 

Tris-Base  1,21 g 

NaCl  5,84 g 

MgCl2  1,01 g 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 9,5 

 
Substratlösung  

BCIP-Stammlösung  160 µl 

NBT-Stammlösung  160 µl 

Alkalische Phosphatase-Puffer 40 ml 

 

3.4.5 Gele 

Tris-HCl pH 8,8 (1,8 M)  

Tris-Base  1,8 M 218,05 g 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 8,8; 

Autoklavieren 

 
Tris-HCl pH 6,8 (0,6 M)  

Tris-Base  0,6 M 72,68 g 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung des pH-Wertes mit 1 N HCl auf pH 6,8; 

Autoklavieren 

 
SDS (10%)  

SDS  10% 10 g 

Milli-Q Wasser ad 100 g 
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APS (30%)  

APS  30% 15 g 

Milli-Q Wasser ad 50 g 

 
AA (30%)  

Acrylamid-Lösung (40%)  30% 75 ml 

Milli-Q Wasser 25 ml 

 
AA (30%) : BA (0,2%)  

AA (30%)  100 ml 

N,N’-Methylen-Bisacrylamid 0,2 g 

 
AA (30%) : BA (0,8%)  

AA (30%)  100 ml 

N,N’-Methylen-Bisacrylamid 0,8 g 

 
Trenngel (15%)  

Milli-Q Wasser 4,6 ml 

Tris-HCl pH 8,8 (1,8 M) 0,38 M 3,6 ml 

AA (30%) : BA (0,2%) 15% 8,5 ml 

SDS (10%)  0,1% 167 µl 

APS (30%) 56,6 µl 

TEMED 12 µl 

Zugabe APS + TEMED kurz vor dem Gießen, Überschichten 

der Gel-Oberfläche mit Isopropanol 

 
Sammelgel (5%)  

Milli-Q Wasser 3,6 ml 

Tris-HCl pH 6,8 (0,6 M) 0,06 M 500 µl 

AA (30%) : BA (0,8%) 5% 830 µl 

SDS (10%)  0,1% 50 µl 

APS (30%) 16,6 µl 

TEMED 10 µl 

Zugabe APS + TEMED kurz vor dem Gießen; 0,75 mm dicker 

Kammaufsatz für 5 mm breite Taschen 
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3.4.6 Antikörper 

Primäre Antikörper Quelle Produkt-Nr. Hersteller 

Anti-Calponin-1 (C-Terminus, 

Klon EP798Y) 

 

Monoklon. 

IgG aus 

Kaninchen 

1806-1 Epitomics, Burlingame, CA, 

USA 

Anti-Epac1 (H-70, N-Terminus) Polyklon. 

IgG aus 

Kaninchen 

sc-25632 Santa Cruz Biotechnology, 

Santa Cruz, CA, USA 

Anti-Epac2 (H-220, 

N-Terminus) 

Polyklon. 

IgG aus 

Kaninchen 

sc-25633 Santa Cruz Biotechnology, 

Santa Cruz, CA, USA 

Anti-p44/42 MAP Kinase Kaninchen 9102 Cell Signaling Technology, 

Danvers, MA, USA 

 

Sekundärer Antikörper Quelle Produkt-Nr. Hersteller 

“Alkaline Phosphatase-

conjugated Donkey Anti-Rabbit-

IgG” 

Esel 711-055-

152 

Jackson Immuno Research 

Laboratories, West Grove, 

PA, USA 

 
Antikörper-Verdünnung 

Antikörper  siehe Methode 

BSA  5% 1,0 g 

Natriumazid  0,05% 0,01 g 

1 x TBST ad 20 ml 

 

3.4.7 Methode zur Untersuchung der Expression selektierter Proteine 
mittels Western Blot Analyse 

Harnblasen von WT und BK-/- Mäusen wurden, wie in Kapitel 3.2.4 

beschrieben, präpariert und sofort in flüssigem Stickstoff tiefgefroren. Die 

Gehirnpräparation erforderte eine okzipitale und parietale Eröffnung des 

Schädeldaches vom Foramen magnum aus und die Abtrennung sowohl des 

Rückenmarks auf Höhe des ersten Zervikalsegmentes sowie sämtlicher Hirnnerven. 

Nach Zugabe von 500 µl respektive 1500 µl TN-Puffer sowie entsprechender Menge 

Proteaseinhibitor-Mix wurde das jeweilige Organ mittels Ultra Turrax homogenisiert. 

Anschließende Zentrifugation (17900 x g, 4°C, 3 min), erneute Homogenisierung und 
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eine wiederholte Zentrifugation führten zur Abtrennung unlöslicher Zellbestandteile. 

Der Überstand konnte in einer Vivaspin-10 Konzentrator-Säule bei 6400 x g und 4°C 

auf ein Endvolumen von ~100 µl aufkonzentriert werden. Eine Bestimmung der 

jeweiligen Proteinkonzentrationen erfolgte photometrisch bei 595 nm mittels 

Bradford-Reagenz. Aliquots von WT und korrespondierenden BK-/- Proben, die auf 

eine Menge von 100 µg Gesamtprotein bemessen waren, wurden mit TN-Puffer und 

6 µl 4 x Laemmli-Puffer auf ein Gesamtvolumen von 24 µl ergänzt. Durch 

dreiminütiges Erhitzen der Proben im Heizblock auf 95°C sollte eine vollständige 

Denaturierung sämtlicher Proteine erreicht werden. Mittels Hamilton-Spritze wurden 

WT und BK-/- Proben sowie Proteinmarker auf die Gele aufgetragen und dazwischen 

liegende Leertaschen mit 1 x Laemmli-Puffer ausgefüllt. Die anschließende SDS-

Polyacrylamid-Gelelektrophorese in 1 x Elphor-Puffer fand zunächst bei 100 V statt, 

bis die Banden das Sammelgel durchwandert hatten. Im weiteren Verlauf konnte die 

angelegte Spannung über die Laufstrecke von 6 cm im Trenngel auf 120 V erhöht 

werden.  

 

Zur Übertragung der aufgetrennten Proteinbanden auf PVDF-Membran war 

zwischen gewässerter Kathode und Anode der folgende Aufbau notwendig: 

Beginnend an der Anode wurden fünf Schichten in Anodenpuffer 1 getränktes 

Blottingpapier von weiteren drei Lagen in Anodenpuffer 2 getränktes Blottingpapier 

luftblasenfrei überschichtet. Anschließend wurde die in Methanol und Anodenpuffer 2 

getränkte PVDF-Membran auf dem Stapel positioniert, gefolgt durch das vom 

Sammelgel befreite SDS-Polyacrylamidgel. Eine weitere Schicht aus 5 Lagen in 

Kathodenpuffer getränktes Blottingpapier bildete den Abschluss und vermittelte den 

Kontakt zur Kathode. Nach Entfernung sämtlicher Luftblasen wurden Anode und 

Kathode mit einem Gewicht von 1,5 kg aufeinander gepresst und die Proteine über 

einen Zeitraum von 90 min bei 110 mA, sodann für weitere 30 min bei 150 mA auf 

die PVDF-Membran übertragen. Die Blockade der geblotteten Membran verlief über 

Nacht in 1 x TBST / 5% Milchpulver bei 4°C. Im Folgenden wurde die PVDF-

Membran 3 min lang in 1 x TBST / 1% Milchpulver, sowie anschließend zweimal über 

einen Zeitraum von 2 min in 1 x TBST gewaschen. Vor Immundetektion war eine 

Durchtrennung der Membran oberhalb der 30 kDa Bande notwendig, um die MAP-

Kinase als internen Standard sowie die Bande des gesuchten Proteins separat 

detektieren zu können. Antikörper gegen die MAP-Kinase wurden in Verdünnung 
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1:500 eingesetzt, Anti-Calponin in Verdünnung 1:20000. Der Verdünnungsfaktor für 

beide Epac-Antikörper lag bei 1:750. Mit diesen Antikörper-Verdünnungen waren die 

jeweiligen PVDF-Membranen über eine Dauer von 1,5 Stunden bei Raumtemperatur 

zu inkubieren und im Anschluss zweimal 5 min mit 1 x TBST / 1% Milchpulver sowie 

über weitere 5 min mit 1 x TBST zu waschen. Die darauf folgende einstündige 

Sekundär-Antikörper-Inkubation erfolgte durch Alkalische Phosphatase-konjugierten 

Antikörper des Esels gegen Kaninchen-IgG (1:5000). Nochmals schlossen sich zwei 

fünfminütige Waschschritte in 1 x TBST / 1% Milchpulver an sowie ein weiterer über 

einen Zeitraum von 5 min in 1 x TBST.  

 

Im finalen Arbeitsschritt war sodann die PVDF-Membran in der Substratlösung 

zu inkubieren, bis sich die Chemolumineszenz der jeweiligen Banden deutlich 

erkennbar zeigte (Abb.7). Die Inkubationsbedingungen für WT und BK-/- Protein 

waren hierbei identisch, da korrespondierende Proben sich auf derselben Membran 

befanden. Der Reaktionsabbruch erfolgte durch gründliches Wässern. Nach 

Trocknung wurden die PVDF-Membranen eingescannt und mittels „BioDocAnalyze 

Software“ densitometrisch ausgewertet.  

 

 

                              
 

 
Abb.7 Immundetektion geblotteter Proteine sowie Alkalische Phosphatase-induzierte 
Chemolumineszenz (schematische Darstellung). Prim. AK, primärer Antikörper; sek. AK, 
sekundärer Antikörper; AP, Alkalische Phosphatase. 
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3.5 Proteom-Screening zur Identifizierung differentiell regulierter 
Proteine in Harnblase und Trachea mittels 2D-DIGE gekoppelter 
NanoHPLC-ESI-MS/MS Analyse 

3.5.1 Geräte und Ausrüstung 

Fluoreszenz-Scanner Typhoon 9410 mit Typhoon Imager 

Software, GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

Gewebe-Homogenisator Ultra Turrax T8, IKA-Werke, Staufen, D 

Gießkammer für Gele BioRad Protean® plus Multi-Casting 

Chamber, Bio-Rad Laboratories GmbH, 

München, D 

Glasplatten Low Fluorescence Glasplatten (260 x 225 

mm, Abstand 1 mm), Techne, Jahnsdorf, D 

HPLC-System Dionex LC Packings, Idstein, D 

IEF-Kammer BioRad Protean® IEF Cell, Bio-Rad 

Laboratories GmbH, München, D 

Laufkammer für SDS-Gelelektrophorese BioRad Protean® plus Dodeca Cell, Bio-Rad 

Laboratories GmbH, München, D 

LIMS-Datenbank ProteinScape 1.2.0, Bruker Daltonics, 

Bremen, D 

Massenspektrometer QqToF mass spectrometer Qstar Pulsar I, 

Applied Biosystems Applera, Darmstadt, D 

mit nano-ESI Adapter ADPC-PRO / FS360-

20-10-D-20, New Objective, Woburn, MA, 

USA 

Photometer BioPhotometer, Eppendorf, Hamburg, D 

Software (Spotdetektion und Auswertung) Image Quant, DeCyder v6.5 differential 

analysis software, GE Healthcare 

Biosciences, München, D 

Proteomweaver 4.0, Bio-Rad Laboratories 

GmbH, München, D 

Wasseraufbereitungssystem Milli-Q Biocel, Millipore, Billerica, MA, USA 

Zentrifuge Centrifuge 5417 R, Eppendorf, Hamburg, D 

Zentrifuge (Proteinverdau) Heraeus Multifuge 1 S-R, Thermo Fisher 

Scientific, Waltham, MA, USA 
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3.5.2 Verbrauchsmaterialien 

Produkt-Bezeichnung Produkt-Nr. Hersteller 

Costar® 96 well Mikrotiterplatten 3363 Corning, NewYork, USA 

Filtrierpapier MN 615 Macherey-Nagel, Düren, D 

In-Gel Digest Plates S6EM013L02 Millipore, Billerica, MA, USA 

IPG-Streifen 

(Immobiline Dry 

Strips) 

24 cm, pH 3-10, 

linear

17-6002-44 GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

18 cm, pH 6-11, 

linear

17-6001-97 

IPG-Streifen 

(ReadyStrips) 

24 cm, pH 4-7, 

linear

163-2044 Bio-Rad Laboratories GmbH, 

München, D 

UV-Küvetten (Uvette®) 0030106.300 Eppendorf, Hamburg, D 

Vivaspin-

Konzentrator-Säulen 

MWCO 5 kD VS0112 Sartorius AG, Göttingen, D 

 

3.5.3 Chemikalien 

Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

2-Butanol  KK02 Carl Roth, Karlsruhe, D 

3-[(3-Chloramidopropyl) 

dimethylammonium]-1-

propansulfonat 

CHAPS C9426 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Acetonitril (LiChrosolv)  100030 Merck, Darmstadt, D 

Acrylamid AA 7906 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Agarose  850181 Biozym Scientific GmbH, 

Hess. Oldendorf, D 

Ameisensäure  06440 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Ammonium-Hydrogencarbonat  T871 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Ammoniumperoxodisulfat APS 9592 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Bisacrylamid BA 7867 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Bromphenolblau  A512 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Coomassie Blau G 250  9598 Carl Roth, Karlsruhe, D 

CyDye DIGE Fluor Cy2 minimal 

Dye, 25 nmol 

Cy2 RPK 0272 GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

CyDye DIGE Fluor Cy3 minimal 

Dye, 25 nmol 

Cy3 RPK 0273 GE Healthcare Biosciences, 

München, D 
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Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

CyDye DIGE Fluor Cy5 minimal 

Dye, 25 nmol 

Cy5 RPK 0275 GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

DeStreak® (Hydroxyethyl-

Disulfid) 

 17-6003-18 GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

Dithiothreitol DTT 6908 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Essigsäure (Acetanhydrid)  CP28 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Ethanol  32205 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Formaldehyd (37%)  4979 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Glycerin  A3783 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Glycin  3908 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Harnstoff  U6504 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Iodacetamid  I1149 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Isopropanol  6752 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Kationen- / 

Anionenaustauscher: BioRad 

AG 501-X8 sowie Bio-Rex MSZ 

501 (D) Mixed Bed Resin 20-50 

Mesh 

 143-6424  

142-7425 

Bio-Rad Laboratories GmbH, 

München, D 

L-Lysin  62840 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

N,N,N’,N’-Tetramethyl-1,2-

diaminoethan 

TEMED 2367 Carl Roth, Karlsruhe, D 

N,N-Dimethylformamid DMF T921 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Natrium-Acetat  S3272 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Natrium-Carbonat  S7795 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Natrium-Dodecylsulfat SDS 20760 Serva, Heidelberg, D 

Natrium-Thiosulfat  72049 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Pharmalyte, pH 3-10  17-0456-01 GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

Pharmalyte, pH 6-11   GE Healthcare Biosciences, 

München, D 

Phosphorsäure (85%)  6366 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Proteinstandard (ProteMix),  

2,5 – 220 kDa 

 MS 10001 Anamed Elektrophorese 

GmbH, Groß-Bieberau, D 

Salzsäure 1N  K025.1 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Silbernitrat  S8157 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 
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Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

Thioharnstoff  88810 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Trifluoressigsäure (Uvasol)  108262 Merck, Darmstadt, D 

Tris-(hydroxymethyl) 

aminomethan 

Tris-Base 5429 Carl Roth, Karlsruhe, D 

Tris-(hydroxymethyl)-

aminomethan HCl 

Tris-HCl T3253 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Trypsin  V5111 Promega, Madison, WI, USA 

 

3.5.4 Puffer und Lösungen 

Bradford-Reagenz  

Coomassie Blau G 250  0,20 g 

Ethanol  100 ml 

Phosphorsäure (85%)  200 ml 

Aqua dest.  ad 2000 ml 

 
DIGE Cyanin-Farbstoff Stammlösungen 

Cy2  1 mM  25 nmol 

DMF  25 µl 

Cy3  1 mM 25 nmol 

DMF  25 µl 

Cy5 1 mM 25 nmol 

DMF 25 µl 

 
Harnstoff Stammlösung  

Harnstoff  10 M 120,12 g 

Milli-Q Wasser ad 200 ml 

Aliquotierung, Lagerung bei -80°C 
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DIGE-Labelling-Puffer  

Harnstoff (Stammlösung)  7 M 49 ml 

Thioharnstoff  2 M 10,64 g 

CHAPS  4% 2,80 g 

Tris-Base  30 mM 0,25 g 

Milli-Q Wasser ad 70 ml 

Lösen von Thioharnstoff in Harnstoff-Stammlösung, Inkubation 

mit Kationen- / Anionenaustauscher, Filtration, anschließende 

Zugabe von CHAPS und Tris-Base, Einstellung des pH-Wertes 

mit 1 N HCl auf pH 8,5; Aliquotierung, Lagerung bei -80°C 

 
Lysin Stopp-Lösung  

L-Lysin  10 mM 0,0146 g 

Milli-Q Wasser ad 10 ml 

Lagerung bei -20°C 

 
2-fach Probenpuffer  

Harnstoff (Stammlösung) 8 M 16 ml 

DTT  130 mM 0,40 g 

CHAPS  4% 0,80 g 

Pharmalyte pH 3-10  2% 400 µl 

Milli-Q Wasser ad 20 ml 

Inkubation der Harnstoff-Stammlösung mit Kationen- / Anionen-

austauscher, Filtration, anschließende Zugabe von DTT, 

CHAPS und Pharmalyten pH 3-10, Aliquotierung, Lagerung bei 

-20°C 

 
Probenpuffer ohne DTT  

Harnstoff (Stammlösung) 8 M 16 ml 

CHAPS  4% 0,80 g 

Pharmalyte pH 6-11  2% 400 µl 

Milli-Q Wasser ad 20 ml 

Inkubation der Harnstoff-Stammlösung mit Kationen- / Anionen-

austauscher, Filtration, anschließende Zugabe von CHAPS und 

Pharmalyten pH 6-11, Aliquotierung, Lagerung bei -20°C 
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Rehydrierungspuffer A  

Harnstoff (Stammlösung) 8 M 56 ml 

Thioharnstoff 2 M 10,64 g 

DTT  65 mM 0,70 g 

CHAPS  4% 2,80 g 

Pharmalyte pH 3-10  0,7% 1225 µl 

Bromphenolblau 70 µl 

Milli-Q Wasser ad 70 ml 

Lösen von Thioharnstoff in Harnstoff-Stammlösung, Inkubation 

mit Kationen- / Anionenaustauscher, Filtration, anschließende 

Zugabe von DTT, CHAPS, Pharmalyten pH 3-10 und 

Bromphenolblau, Aliquotierung, Lagerung bei -80°C 

 
Basis-Rehydrierungspuffer B 

Harnstoff (Stammlösung) 8 M 56 ml 

Thioharnstoff 2 M 10,64 g 

CHAPS  4% 2,80 g 

Pharmalyte pH 6-11  0,7% 1225 µl 

Bromphenolblau 70 µl 

Milli-Q Wasser ad 70 ml 

Lösen von Thioharnstoff in Harnstoff-Stammlösung, Inkubation 

mit Kationen- / Anionenaustauscher, Filtration, anschließende 

Zugabe von CHAPS, Pharmalyten pH 6-11 und 

Bromphenolblau, Aliquotierung, Lagerung bei -80°C 

 
Rehydrierungspuffer B  

Basis-Rehydrierungspuffer B 4190 µl 

DeStreak® 1,2% 60 µl 

Glycerin 5% 0,25 g 

Isopropanol 10% 500 µl 

Zum unmittelbaren Gebrauch 

 
Basis-Puffer zur Equilibrierung 

Harnstoff 6 M 86,46 g 

SDS-Lsg (20%) 48 ml 

Tris-HCl (1M)  12 ml 

Milli-Q Wasser ad 240 ml 
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(Equilibrierungs-) Puffer A  

Basis-Puffer zur Equilibrierung 120 ml 

DTT 1% 1,20 g 

Zum unmittelbaren Gebrauch 

 
(Equilibrierungs-) Puffer B  

Basis-Puffer zur Equilibrierung 120 ml 

Iodacetamid 4,8% 5,80 g 

Zum unmittelbaren Gebrauch 

 
10 x SDS-Laufpuffer  

Tris-Base 72,0 g 

Glycin 345,6 g 

SDS 24,0 g 

Milli-Q Wasser ad 2400 ml 

SDS-Laufpuffer: 10-fache Verdünnung von 10 x SDS-

Laufpuffer mit Milli-Q Wasser 

 
Fixierlösung 

Ethanol 40% 4000 ml 

Essigsäure 10% 1000 ml 

Milli-Q Wasser ad 10000 ml 

 
“Sensitizer” 

Ethanol 30% 3000 ml 

Natrium-Acetat 6,8% 680,0 g 

Natrium-Thiosulfat 0,2% 20,0 g 

Milli-Q Wasser ad 10000 ml 

Zugabe von Natrium-Thiosulfat unmittelbar vor Gebrauch 

 
Silbernitrat Lösung 

Silbernitrat 0,5% 50,0 g 

Milli-Q Wasser ad 10000 ml 
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Entwickler 

Natrium-Carbonat 2,5% 250 g 

Formaldehyd (37%) 0,025% 2,5 ml 

Natrium-Thiosulfat-Lsg (10%) 0,024% 2,4 ml 

Milli-Q Wasser ad 10000 ml 

Zugabe von Formaldehyd (37%) sowie Natrium-Thiosulfat 

unmittelbar vor Gebrauch 

 
Stopp Lösung (nach Silberfärbung) 

Glycin 0,5% 50,0 g 

Milli-Q Wasser ad 10000 ml 

 

3.5.5 Gele 

Acrylamid / Bisacrylamid (39:1) Lösung 

Acrylamid 780 g 

Bisacrylamid 20 g 

Milli-Q Wasser ad 2000 ml 

Sterilfiltration, Lagerung bei 2-8°C 

 
Tris-HCl pH 8,8 (1M) 

Tris-Base 1 M 181,71 g 

Milli-Q Wasser ad 1500 ml 

Tris-HCl 1 M 157,59 g 

Milli-Q Wasser ad 1000 ml 

Einstellung von Tris-Base-Lsg mit Tris-HCl-Lsg auf pH 8,8; 

Sterilfiltration 

 
Polyacrylamid-Gele (12%) 

Acrylamid / Bisacrylamid (39:1) 12% 240 ml 

Tris-HCl pH 8,8 (1M) 0,375 M 300 ml 

Glycerin  5% 40 g 

APS  0,10%  0,8 g 

TEMED 0,05% 400 µl 

Milli-Q Wasser ad 800 ml 

Zugabe APS + TEMED kurz vor dem Gießen, Überschichten 

der Gel-Oberfläche mit wassergesättigtem 2-Butanol 
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Agarose-Gel (2%) 

Agarose 2% 1,0 g 

Bromphenolblau 50 µl 

Milli-Q Wasser ad 50 ml 

 

3.5.6 Methode zur Detektion differentiell regulierter Proteine in 
Harnblase und Trachea mittels zweidimensionaler „Fluorescence 
Difference Gel Electrophoresis“ (2D-DIGE) 

Harnblasen sowie Tracheen von WT und BK-/- Mäusen wurden, wie in Kapitel 

3.2.4 beschrieben, präpariert, jedoch erfolgte der Schnitt zur Entfernung des Corpus 

vesicae caudal der Ureter-Mündungen auf Höhe des Trigonum vesicae. Die Organe 

wurden sofort in flüssigem Stickstoff tiefgefroren und anschließend in jeweils 500 µl 

DIGE-Labelling-Puffer mittels Ultra Turrax homogenisiert. Nach zweimaliger 

Zentrifugation (17900 x g, 4°C, 3 min) und dazwischen liegender erneuter 

Homogenisation wurde der von Zelltrümmern befreite Überstand in einer Vivaspin-5 

Konzentrator-Säule bei 6400 x g und 4°C auf ein Endvolumen von ~200 µl 

(Harnblase) bzw. ~60 µl (Trachea) aufkonzentriert, bis mit Hilfe des Bradford-

Reagenzes photometrisch bei 595 nm Proteinkonzentrationen zwischen 5 und 10 

mg*ml-1 gemessen werden konnten. Zudem waren pH-Werte der Proben zwischen 8 

und 9 erforderlich, um eine erfolgreiche Markierung der Proteine mit den DIGE 

Cyanin-Farbstoffen Cy2, Cy3 bzw. Cy5 zu gewährleisten (Abb.8). Alle drei Farbstoffe 

besitzen dieselbe Ladung und dasselbe Molekulargewicht, zeigen jedoch ein 

differentielles Anregungsspektrum bei unterschiedlichen Wellenlängen (Ünlü et al. 

1997; Tonge et al. 2001). Die Verwendung der DIGE Cyanin-Farbstoffe erfolgte unter 

Lichtausschluss. Aus der jeweiligen Cy2, Cy3 und Cy5 Stammlösung wurde durch 

Verdünnung mit wasserfreiem DMF und 30-sekündiger Zentrifugation bei 12000 x g 

eine Konzentration von 400 pmol/µl hergestellt. 1 µl der jeweiligen Cyanin-Farbstoff-

Verdünnung diente zur Markierung von 50 µg Protein, wobei die Mischung im 

Anschluss 10 Sekunden lang bei 12000 x g zentrifugiert und über 30 min im Dunkeln 

auf Eis inkubiert werden musste. Der Reaktionsabbruch erfolgte durch Lysin (10 

nmol) während 10-sekündiger Zentrifugation bei 12000 x g und einer Inkubationszeit 

über 10 min auf Eis. WT Proben wurden mit DIGE-Farbstoff Cy3, BK-/- Proben 

hingegen mit Cy5 markiert. Der Farbstoff Cy2 erlaubte die Markierung eines internen 
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Standards, der sich zur Hälfte aus der Summe aller WT Proben sowie zur anderen 

Hälfte aus der Gesamtheit aller BK-/- Proben zusammensetzte. Zur Erkennung und 

Elimination potentiell unterschiedlicher Bindungsaffinitäten von Cy3 und Cy5 an 

entsprechende WT bzw. BK-/- Proteine wurden bei der Hälfte aller technischen 

Replikate beide Farbstoffe vertauscht.  

 

              
 

 
Abb.8 Markierung Lysin-ständiger ε-Aminogruppen mit DIGE Cyanin-Farbstoffen Cy2, Cy3 
bzw. Cy5 unter pH 8,5. Nukleophile Substitutionsreaktion durch Angriff deprotonierter 
Aminogruppen an reaktivem N-Hydroxy-Succinimid-Ester unter Beibehaltung der Protein-
Ladungsverhältnisse. 
 

Nach Markierung der Proben mit Cyanin-Farbstoffen erfolgte eine 

Zusammenführung von 50 µg WT Probe, 50 µg korrespondierender BK-/- Probe 

sowie 50 µg internem Standard zu einer jeweiligen Gesamtmischung, die während 

der zweidimensionalen Auftrennung in einem Gel denselben Laufbedingungen 

unterliegen, jedoch mittels Anregung durch unterschiedliche Wellenlängen eine 

Unterscheidung der einzelnen Proben ermöglichen sollte. Harnblasen- und Trachea-

Proben, deren isoelektrische Fokussierung (IEF) auf pH-Gradienten von pH 4-7 bzw. 

pH 3-10 erfolgte, erfuhren eine Volumenverdoppelung durch Zugabe von 2-fach 

Probenpuffer. Die Ergänzung des Volumens auf jeweils 450 µl fand durch Zugabe 

von Rehydrierungspuffer A statt. Zu Harnblasen-Proben, deren IEF bei pH-Gradient 

6-11 durchgeführt wurde, erfolgte eine Volumenverdoppelung mit Probenpuffer ohne 

DTT sowie die Ergänzung durch Rehydrierungspuffer B auf ein Endvolumen von 320 

µl (Tab.1).  
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für Harnblase 

IPG pH 4-7 

und Trachea 

IPG pH 3-10 

Interner Standard WT BK-/- 

50 µg Protein 50 µg Protein 50 µg Protein 

1 µl Cy2-Verd. 1 µl Cy3 / Cy5-Verd. 1 µl Cy5 / Cy3-Verd. 

1 µl Lysin (10 nmol) 1 µl Lysin (10 nmol) 1 µl Lysin (10 nmol) 

gleiches Volumen 2-fach Probenpuffer 

Rehydrierungspuffer A ad 450 µl 

 

für Harnblase 

IPG pH 6-11 

Interner Standard WT BK-/- 

50 µg Protein 50 µg Protein 50 µg Protein 

1 µl Cy2-Verd. 1 µl Cy3 / Cy5-Verd. 1 µl Cy5 / Cy3-Verd. 

1 µl Lysin (10 nmol) 1 µl Lysin (10 nmol) 1 µl Lysin (10 nmol) 

gleiches Volumen Probenpuffer ohne DTT 

Rehydrierungspuffer B ad 320 µl 

 

 
Tab.1 Übersicht zu Cyanin-Farbstoff-Markierung sowie Puffer-Zusammensetzung für die 
isoelektrische Fokussierung des Harnblasen- und Trachea-Proteoms. IPG, immobilisierter 
pH-Gradient. 
 

Markierte und in ihrem Volumen ergänzte Proben wurden anschließend in die 

Laufbahnen der IEF-Kammern pipettiert und durch einen Fokussierungsstreifen mit 

entsprechendem immobilisierten pH-Gradienten (IPG) abgedeckt (Abb.9, Tab.1). 

Eine Überschichtung mit Paraffinöl diente zum Schutz vor Verdunstung. Sämtliche 

IPG-Streifen wurden bei 50 V über einen Zeitraum von zwölf Stunden unter 

Lichtausschluss aktiv rehydriert und im Folgenden nach Elektrodenpapier-

Unterlegung zur Aufnahme überschüssiger Salze entsprechend der Protokolle in 

Tab.2 fokussiert (Abb.9).  

 

Vor Beginn der SDS-gelelektrophoretischen Auftrennung in der zweiten 

Dimension erfolgte zunächst eine 15-minütige Equilibrierung der IPG-Streifen in 

Puffer A, gefolgt von einem weiteren 15-minütigen Equilibrierungsvorgang in Puffer 

B. Hierbei sollte neben einer Anlagerung von SDS-Molekülen die vollständige 

Reduktion sowie Alkylierung und Maskierung von Thiolgruppen als Schutz vor 

partieller Modifikation durch Acrylamid erzielt werden. Zur anschließenden 

Auftrennung in der zweiten Dimension wurden die IPG-Streifen an 12%ige 

Polyacrylamid-Gele angelagert und in Kombination mit Proteinstandard-getränkten 

Filterplättchen in 2%iges Agarose-Gel eingebettet. Die SDS-Gelelektrophorese 
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erfolgte unter Lichtausschluss in SDS-Laufpuffer über eine Strecke von 20 cm bei 

200 V, 300 mA und 300 W (Abb.10).  

 

 

                  
 

 
Abb.9 Aktive Rehydrierung und isoelektrische Fokussierung auf immobilisiertem pH-
Gradienten (Schematische Darstellung). Auftrennung der Proteine nach isoelektrischem 
Punkt (pI). 
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Harnblase, IPG 4-7, 24 cm Harnblase, IPG 6-11, 18 cm Trachea, IPG 3-10, 24 cm 

Spannung Dauer Spannung Dauer Spannung Dauer 

250 V (/) 1 min 300 V (/) 1 min 250 V (/) 1 min 

250 V (-) 70 min 300 V (-) 60 min 250 V (-) 70 min 

1000 V (/) 15 min 500 V (/) 1 min 1000 V (/) 15 min 

1000 V (-) 60 min 500 V (-) 60 min 1000 V (-) 60 min 

4000 V (/) 60 min 2000 V (/) 10 min 4000 V (/) 60 min 

4000 V (-) 60 min 2000 V (-) 45 min 4000 V (-) 60 min 

10000 V (/) 120 min 10000 V (/) 120 min 7000 V (/) 75 min 

10000 V (-) bis 50 kVh 10000 V (-) bis 70 kVh 7000 V (-) bis 45 kVh 

 
Tab.2 Protokoll zur isoelektrischen Fokussierung von Harnblasen-Proteinen auf IPG-Streifen 
pH 4-7 und 6-11 sowie des Trachea-Proteoms auf IPG-Streifen pH 3-10. (/), lineare 
Spannungserhöhung auf vorgegebenen Wert; (-) Konstanthaltung vorgegebener Spannung. 
 

 

                             
 

 
Abb.10 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE). Auftrennung der isoelektrisch 
fokussierten Proteine in der zweiten Dimension nach Molekulargewicht (Mw), (schematische 
Darstellung). 
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Nach Beendigung der zweidimensionalen Proteom-Auftrennung wurden die 

Gele innerhalb ihrer Glasplatten mit Hilfe des „Typhoon“ Fluoreszenz-Scanners bei 

Wellenlängen von 488 nm (Anregung von Cy5), 532 nm (Anregung von Cy2) und 

633 nm (Anregung von Cy3) gescannt. Im Anschluss erfolgte eine Detektion der 

Proteinspots mit Hilfe des Programms „Image Quant“ sowie eine differentielle Gel-

Analyse auf Basis der „DeCyder 2D 6.5“ und „Proteomweaver“ Software. In 

sämtlichen Replikaten einheitliche Regulationen wurden als differentiell betrachtet, 

sobald der durchschnittliche quantitative Unterschied den Faktor 1,3-fach übertraf. 

Für die Möglichkeit der visuellen Kontrolle während des Ausstechens differentiell 

regulierter Protein-Spots wurden die Gele zuvor einer in Tab.3 beschriebenen 

Silberfärbung unterzogen.  

 

Gel-Inkubation in Dauer 

1. Fixierlösung > 60 min 

2. „Sensitizer“ 30 min 

3. Milli-Q Wasser 3 x 5 min 

4. Silbernitrat Lösung 30 min 

5. Milli-Q Wasser 5 min 

6. Entwickler 6 min 

7. Stopp Lösung 20 min 

8. Milli-Q Wasser > 30 min 

 

 
Tab.3 Protokoll zur Silberfärbung von DIGE-Gelen. 
 

Das Ausstechen der in Harnblasen respektive Tracheen von BK-/- Mäusen 

identifizierten regulierten Spots erfolgte unter PE-Schutzfolie in steriler, keratinfreier 

Umgebung. Zur Vorbereitung auf die anschließende massenspektrometrische 

Analyse wurden die ausgestochenen Proteine innerhalb ihrer Gel-Einbettung auf „In-

Gel Digest Plates“ mittels Trypsin-Verdau in einzelne Peptidfragmente aufgespalten 

(Tab.4).  
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Arbeitsschritt Puffer Vol. Inkub. Temp. Zentrif., 210 x g 

1. Dehydrierung 100% Acetonitril 100 µl 10 min RT 1 min 

2. Reduktion 
10 mM DTT  

in 5 mM NH4HCO3 
100 µl 45 min 55°C 1 min 

3. Alkylierung 
55 mM Iodacetamid  

in 5 mM NH4HCO3 
100 µl 30 min RT 1 min 

4. Dehydrierung 100% Acetonitril 100 µl 10 min RT 1 min, 

5. Waschen 5 mM NH4HCO3 100 µl 20 min RT 1 min 

6. Dehydrierung 100% Acetonitril 100 µl 10 min RT 1 min 

7. Dehydrierung 100% Acetonitril 100 µl 10 min RT 1 min 

8. Trypsin-  

    Zugabe auf Eis 

Trypsin (12 ng/µl) 1:80  

in 5 mM NH4HCO3 
20 µl 15 min 4°C 1 min 

9. Unterlage der  

    Costar®96 well 

    Mikrotiterplatte 

5 mM NH4HCO3 20 µl 
über 

Nacht 
37°C  

10. Ansäuerung 5% Trifluoressigsäure 5 µl 0 min RT 1 min 

11. Extraktion 1 1% Trifluoressigsäure 20 µl 30 min RT 1 min 

12. Extraktion 2 1% Trifluoressigsäure 20 µl 30 min RT 1 min 

13. Extraktion 3 
0,1% Trifluoressigsäure 

+60% Acetonitril in H2O 
20 µl 30 min RT 1 min 

14. Extraktion 4 100% Acetonitril 30 µl 15 min RT  

15. Extraktion 5 100% Acetonitril 30 µl 15 min RT 1 min 

 

Durchgeführt von Johannes Madlung, Universität Tübingen 

 
Tab.4 Protokoll zum Trypsin-Verdau Silber-gefärbter Protein-Spots. Inkub., Inkubation; RT, 
Raumtemperatur; Temp., Temperatur; Vol., Volumen; Zentrif., Zentrifugation 
 

3.5.7 Massenspektrometrische Analyse differentiell regulierter Proteine 
mittels NanoHPLC-ESI-MS/MS und Datenbank-Abgleich 

Eluierte Proben mit trypsinierten Peptid-Fragmenten wurden zunächst 

chromatographisch über eine „Dionex LC Packings“-HPLC-Säule aufgetrennt sowie 

anschließend nach Elektro-Spray-Ionisation (ESI) im „high performance Quadrupole 

Time of Flight“ (QqToF) Massenspektrometer analysiert (Überwiegende 

Durchführung: Johannes Madlung, Universität Tübingen). Hierbei wurde als mobile 

Phase A 0,1%ige Ameisensäure verwendet, die mobile Phase B bestand aus 
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Ameisensäure (0,1%) in Acetonitril (84%). Die gewonnenen MS-Spektren konnten 

durch den MOWSE-Algorhythmus, welcher der MS-Suchmaschine MASCOT 

zugrunde gelegt ist, mit der NCBI Protein-Datenbank abgeglichen und in der LIMS-

Datenbank „ProteinScape“ verwaltet werden.  

 

3.6 Ganzkörperplethysmographie zur in vivo Messung der 
Empfindlichkeit des Atemwegswiderstandes auf Methacholin-
Stimuli 

3.6.1 Geräte und Ausrüstung 

A/D-Konverter DAS-16, Keithley, Germering, D 

Druckdifferenz-Fühler Gaeltec, Dunvegan, UK 

Ganzkörperplethysmograph Crown Glass, Sommerville, NJ, USA 

Generator Perimaster®, Pari-Werke, Starnberg, D 

Pneumotachographen PTM 378/1.2, Hugo Sachs Electronics, 

March-Hugstetten, D 

Software NOTOCORD, Notocord, Paris, F 

Vernebler Pari Boy®, Pari-Werke, Starnberg, D 

 

3.6.2 Chemikalien 

Produkt-Bezeichnung Abkürzung Produkt-Nr. Hersteller 

Methacholin MCh A2251 Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

PBS-Puffer  1860449 MP Biomedicals, Solon, OH, 

USA 

 

3.6.3 Puffer und Lösungen 

Methacholin Stammlösung 

Methacholin 12,5 g 

PBS-Puffer ad 100 ml 

Verdünnung mit PBS-Puffer auf Konzentrationen von  

12,5 mg/ml, 25 mg/ml, 50 mg/ml, 75 mg/ml und 100 mg/ml 
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3.6.4 Methode zur Lungenfunktionsmessung mittels Ganzkörper-
plethysmographie 

Zur Bestimmung der Methacholin-induzierten Empfindlichkeit des 

Atemwegswiderstandes nicht sensibilisierter konstitutiver sowie konditionaler BK-

Knockout-Mutanten wurde der Luftstrom bei 50% des Atemzugvolumens (= mittleres 

exspiratorisches Volumen, MEF50, Abb.11A) während der Ausatmung bestimmt. Die 

Untersuchungen fanden mit Hilfe eines speziell für Mäuse angefertigten 

Ganzkörperplethysmographen statt, bei dem sich nur der Kopf der Maus außerhalb 

der Plethysmographiekammer im Vernebelungsraum für Methacholin befand. Der 

verwendete Ganzkörperplethysmograph war mit Pneumotachographen ausgestattet, 

die wiederum mit Druckdifferenz-Fühlern gekoppelt waren (Abb.11B).  

 

In 15-Sekunden-Abständen wurden die aufgezeichneten und verstärkten 

Analogsignale gemittelt, über einen A/D-Konverter digitalisiert und mittels 

NOTOCORD-Software verarbeitet. Nach einer Akklimatisierungszeit von 10 min im 

Ganzkörperplethysmographen wurden mit Hilfe des Computerprogramms die 

Atmungsparameter für jeden Atemzug über einen Zeitraum von 15 min gemessen, 

während die Tiere Umgebungsluft einatmeten. Aus den Mittelwerten dieser 

Atmungsparameter konnten die durchschnittlichen MEF50-Werte berechnet und als 

Basalwert (= 100%) zugrunde gelegt werden. Anschließend wurden die 

Veränderungen der Atmungsparameter in Abhängigkeit von vernebeltem PBS-Puffer 

bzw. ebenfalls in PBS-Puffer gelöstem und vernebeltem Methacholin in aufsteigender 

Konzentration (12,5 mg/ml, 25 mg/ml, 50 mg/ml, 75 mg/ml, 100 mg/ml und 125 

mg/ml) analysiert. Die Bildung des Aerosols erfolgte mittels einer an einen Generator 

angeschlossenen Vernebelungsdüse mit einem Druck von 1,4 bis 1,5 bar und einem 

Luftstrom von 20 l/min. Für jede Konzentration betrug die Vernebelungsdauer 70 

Sekunden mit einer Gesamteinwirkzeit von 280 Sekunden. Die Berechnung der 

Daten zu den einzelnen Methacholin-Konzentrationen erfolgte prozentual zum 

jeweiligen Basalwert des mittleren exspiratorischen Volumens. Gemäß den ethischen 

Richtlinien wurde das Experiment einer jeden Maus abgebrochen, sobald die Werte 

für das mittlere exspiratorische Volumen auf 50% des Basalwertes abgefallen waren. 
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Abb.11 Schematische Darstellung der Lungenfunktionsmessung von Mäusen. A, Fluss-
Volumenkurve unter Normalbedingungen (durchgezogene Linie) sowie unter obstruktiver 
Einschränkung der Atemwege (gestrichelte Linie). B, Versuchsanordnung im 
Ganzkörperplethysmographen. 
 

3.7 Statistische Analyse 

Die Überprüfung auf statistische Signifikanz der Messwerte erfolgte mittels 

Student t-Tests mit Ausnahme der ganzkörperplethysmographisch gewonnenen 

Daten in Kapitel 4.2.2, deren Signifikanzen anhand des Mantel-Cox / Log-Rang-

Tests zur Überlebenszeitanalyse für Gruppenvergleiche ermittelt wurden. 
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4 Ergebnisse 
 

4.1 Auswirkungen von glattmuskel-spezifisch induzierbarer sowie 
ubiquitärer ab-initio-Deletion des BK-Kanals auf die Detrusor-
muskel-Kontraktilität und Protein-Expression in der Harnblase 

 

4.1.1 Immunhistologische Färbungen zur Kontrolle der Knockout-
Effektivität 

Neben einer konstitutiven, den Gesamtorganismus betreffenden BK-Kanal-

Deletion (BK-/-) wird in dieser Arbeit erstmals ein glattmuskel-spezifisches  BK-Kanal 

Knockout-Mausmodell präsentiert, in dem mittels Tamoxifen-aktivierter Cre-

Rekombinase eine zeit- und gewebespezifische Deletion des Kcnma1-Gens induziert 

werden kann (SM-BK-/-). Immunhistologische Färbungen an Gewebeschnitten der 

Harnblase lassen in Wildtyp-Kontrollen (WT) eine BK-Kanal-Expression erkennen, 

die auf die Plasma-Membran von Zellen des Detrusor-Muskels begrenzt ist 

(Abb.12A). Hingegen ist in Harnblasen-Schnitten korrespondierender konstitutiver 

BK-Kanal Knockout-Mäuse (BK-/-) keinerlei BK-Kanal-Färbung detektierbar 

(Abb.12B). Eine Woche nach intraperitonealer Tamoxifen-Applikation an SM-BK-/- 

Mäusen, in welchen eine Aktivierung der Cre-Rekombinase und eine hierdurch 

bedingte Konversion des BKL2-Allels in ein L1-Knockout-Allel erzielt werden konnte, 

zeigte die Analyse der BK-Kanal Expression in Gewebeschnitten der Harnblase 

einen vollständigen Verlust der glattmuskulären BK-Kanäle (Abb.12D). Da in diesem 

gewebespezifischen Knockout-Modell die BK-Kanal Färbung auch in der 

dargestellten Urothel-Schicht (Ur) vollständig verschwindet, wird deutlich, dass sich 

die urothelständige Expression des BK-Kanals ausschließlich auf glatte Muskelzellen 

der Gefäße beschränkt, wie im WT (Abb.12A) und in korrespondierenden Kontrollen 

der SM-BK-/- Mäuse (Ctr) gut erkennbar ist (Abb.12C). In allen weiteren nicht-

glattmuskulären Körperzellen der SM-BK-/- Mäuse führt die Tamoxifen-Injektion zu 

keiner Veränderung der BK-Kanal Expression. Dies ist exemplarisch an 

Gehirnschnitten durch den cerebellären Cortex von SM-BK-/- und Ctr Mäusen gezeigt 

(Abb.12E,F). Sämtliche angefertigte Gewebeschnitte der Harnblase lassen somit 
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sieben Tage nach Tamoxifen-Injektion einen vollständigen, glattmuskel-spezifischen 

Knockout der SM-BK-/- Mauslinie vermuten. 

 

      
Durchgeführt von Ulrike Sausbier, Universität Erlangen-Nürnberg 

 
Abb.12 Konstitutiver und konditionaler, glattmuskel-spezifischer BK-Kanal Knockout. 
Immunhistologische Färbungen des BK-Kanals in Gewebeschnitten der murinen Harnblase 
und des Cerebellums. Repräsentative Schnitte durch den Detrusormuskel (dm) zeigen eine 
Färbung von BK-Kanälen in der Plasma-Membran glatter Muskelzellen in WT (A) und Ctr (C) 
Mäusen. Diese BK-Kanal Färbung fehlt vollständig sowohl im BK-/- (B) als auch im SM-BK-/- 
(D) Detrusor eine Woche nach Tamoxifen-Applikation. Innerhalb der Urothel-Schicht (ur) ist 
eine vasculär glattmuskel-spezifische Lokalisation der BK-Kanal Färbung erkennbar (Pfeil A, 
C), die nicht nur im BK-/- (Pfeil B) sondern auch im SM-BK-/- (Pfeil D) vollständig 
verschwindet. Die grüne Eigenfluoreszenz des Harnblasengewebes in (A) – (D) entstammt 
nicht-glattmuskulären Strukturen. Im cerebellären Cortex glattmuskel-spezifischer SM-BK-/- 
Mäuse ist im Vergleich zur Kontrolle (Ctr) auch zwei Wochen nach Tamoxifen-Injektion keine 
Veränderung der Expression neuronaler BK-Kanäle erkennbar (E,F). cm, Stratum 
moleculare; pc, Purkinje-Zellschicht; gc, Stratum granulosum; Messbalken (A–F): 100 µm. 
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4.1.2 Elektrophysiologische Charakterisierung des Membranpotentials in 
glatten Detrusor-Muskelzellen von BK-/- und SM-BK-/- Mäusen 

Der Beitrag des BK-Kanal vermittelten Kalium-Ausstromes zur schnellen 

Nachhyperpolarisation der Zellmembran (Heppner et al. 1997; Hashitani & Brading 

2003) ließ eine Beeinflussung und Veränderung des Membranpotentials glatter 

Detrusor-Muskelzellen sowohl im konstitutiven (BK-/-) als auch im konditionalen 

(SM-BK-/-) Knockout vermuten. Messungen des Membranpotentials an isolierten 

glatten Muskelzellen des Detrusors ergaben ein depolarisierteres Membranpotential 

von -25,8 ± 2,0 mV in BK-/- bzw. -28,5 ± 1,7 mV in SM-BK-/- Zellen im Vergleich zu 

ihrer jeweiligen Kontrolle (WT, -45,5 ± 3,8 mV; Ctr, -46,4 ± 2,1 mV; Abb.13). Mit dem 

spezifischen BK-Kanal Blocker Iberiotoxin (IbTX) konnten in WT und Ctr Detrusor-

Muskelzellen vergleichbare Membranpotentialwerte wie in BK-/- und SM-BK-/- Zellen 

erzielt werden.  

 

                         
 

Durchgeführt von Xiao-Bo Zhou, Universitätsklinikum Hamburg-Eppendorf 

 
Abb.13 Aufzeichnungen des Membranpotentials isolierter glatter Detrusor-Muskelzellen von 
BK-/- und SM-BK-/- sowie WT und Ctr Mäusen, basal und unter 300 nM IbTX-Einfluss (n = 
6-10 Zellen pro Genotyp). Abbildung zeigt Mittelwerte ± Konfidenzintervall (SEM); * P < 0,05. 
 

Aus diesem Ergebnis wird ersichtlich, dass der BK-Kanal auch in glatten 

Muskelzellen des Detrusors eine wichtige Funktion zur Einstellung des 

Membranpotentials besitzt, was die Vermutung nahe legt, dass ein depolarisierteres 

Membranpotential in BK-Knockout Detrusor-Muskelzellen eine verstärkte 

Kontraktilität der Harnblase zur Folge haben könnte. 
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4.1.3 Messung Carbachol-induzierter phasischer Kontraktionen von 
Detrusor-Muskelstreifen im Organbad 

Ein wichtiger kontraktionsauslösender Neurotransmitter der Harnblase ist das 

parasympathisch sezernierte Acetylcholin (ACh), welches agonistisch an Muscarin 

(M)-Rezeptoren angreift (Andersson 1999). Um zunächst auf direktem Wege 

Mechanismen der Muscarin-Rezeptor mediierten Kontraktion anzusteuern, wurden 

im Organbad positionierte Muskelstreifen mit Carbachol, einem stabilen ACh-

Analogon, stimuliert. In einer Konzentration von 10 µM waren mittels Carbachol 

maximale Detrusor-Kontraktionen auslösbar, gefolgt von einem sich unterhalb des 

Kontraktionsmaximums einpendelnden Gleichgewichtstonus, der von phasischen, für 

die viszerale glatte Muskulatur der Harnblase charakteristischen Kontraktionen 

überlagert war (Abb.14).  

 

Zur Ermittlung der Intensität der phasischen Kontraktionen wurde der 

Mittelwert aus Kontraktions-Amplituden im Gleichgewicht zwischen der fünften und 

achten Minute nach Kontraktionsauslösung bestimmt und in ein prozentuales 

Verhältnis zum initialen Peak-Maximum unter 10 µM Carbachol gesetzt. Dieser für 

alle untersuchten Mausmodelle maximale Kontraktions-Peak diente der 

Normalisierung und unmittelbaren Vergleichbarkeit der Mausmodelle untereinander 

ohne erforderliche Berücksichtigung der Muskelstreifen-Größe. Unterschiede durch 

Muskel-Ermüdungseffekte können bei dieser Versuchsdurchführung im Gegensatz 

zu lange dauernden Dosis-Wirkungskurven vernachlässigt werden. In 

Übereinstimmung mit zeitgleich durchgeführten Untersuchungen von Thorneloe et al. 

(2005) wiesen BK-/- Detrusor-Muskelstreifen stärkere phasische Kontraktionen im 

Vergleich zum WT auf (BK-/-, 8,8 ± 0,6%; WT, 2,7 ± 0,5%). Mit dem in dieser Arbeit 

erstmals untersuchten glattmuskel-spezifischen BK-Knockout konnte unter dem 

Einfluss von Carbachol 10 µM eine vergleichbare Vergrößerung der phasischen 

Kontraktions-Amplituden detektiert werden (SM-BK-/-, 8,5 ± 0,6%; Ctr, 3,8 ± 0,7%; 

Abb.15), was sich mit dem gleichermaßen depolarisierten Membranpotential in BK-/- 

und SM-BK-/- Detrusor-Muskelzellen konform zeigt. 
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Abb.14 Repräsentative Originalkurven Carbachol induzierter Detrusormuskel-Kontraktionen. 
Pfeile indizieren Carbachol (Cch) Zugabe in Konzentration 10 µM. Carbachol 10 µM führt an 
murinen Harnblasenstreifen zur Entstehung eines Initialpeaks mit größt-möglicher 
Kraftentwicklung und darauf folgendem, von phasischen Kontraktionen überlagertem 
Gleichgewichtstonus. Die Amplituden der  phasischen Kontraktionen wurden in allen vier 
Genotypen im Zeitraum zwischen der fünften (t1) und achten Minute (t2) bestimmt und das 
prozentuale Verhältnis zum Kontraktions-Maximum des jeweiligen Initialpeaks ermittelt. 
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Abb.15 Vergrößerte phasische Kontraktionsamplituden von konstitutiven sowie konditionalen 
BK-Knockout-Harnblasenstreifen. Carbachol (10 µM) induzierte phasische Detrusormuskel-
Kontraktionen von WT und BK-/- sowie Ctr und SM-BK-/- Harnblasen (n = 14-16 
Muskelstreifen von jew. 4 Mäusen pro Genotyp). Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; ** P < 
0,01. 
 

Neben dem für die Kontraktion wichtigen Neurotransmitter Acetylcholin spielen 

jedoch zahlreiche weitere Neurotransmitter aus efferenten Nervenendigungen des 

vesiculären Neuronen-Plexus eine wichtige Rolle für die Modulation der Detrusor-

Kontraktilität und der Miktion (Andersson & Hedlund 2002; Matsui et al. 2002). Mittels 

Elektrischer Feld Stimulation (EFS) können im Gegensatz zur Carbachol-induzierten 

Detrusor-Kontraktion realistischere und physiologischere Versuchsbedingungen 

geschaffen werden, da aus dem Nervenplexus des Corpus vesicae eine Vielzahl 

körpereigener kontrahierender sowie relaxierender Neurotransmitter ausgeschüttet 

werden kann, die eine komplexere Gesamtwirkung entfalten (Somogyi et al. 1997; 

Tagliani et al. 1997; Kura et al. 1992). 

 

4.1.4 Bestimmung EFS-induzierter Detrusormuskel-Kontraktionen im 
Organbad 

Detrusor-Muskelstreifen mit intaktem Urothel von BK-/- und SM-BK-/- Mäusen 

sowie ihren jeweiligen Kontrollen wurden mittels EFS durch ansteigende Frequenzen 

zur Kontraktion angeregt und die Maxima der jeweiligen Kontraktions-Peaks ermittelt. 

Als Referenz diente jeweils der 30 Hz Peak, bei dem in allen Fällen die größt-

mögliche Kontraktionskraft erreicht war. Im Vergleich zu WT bzw. Ctr Detrusor-
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Muskelstreifen waren die Maxima der Kontraktions-Peaks im BK-/- als auch im 

SM-BK-/- Detrusor stärker ausgeprägt und erreichten bereits bei niedrigeren EFS-

Frequenzen die größt-mögliche Kontraktionskraft (Abb.16). Dieses Ergebnis 

bestätigt, auch unter Einbeziehung einer größeren Anzahl von Neurotransmittern, die 

unter maximaler Carbachol-Stimulation erhaltene verstärkte Kontraktilität im BK-

Knockout-Modell. Jedoch konnte unter submaximalen Stimulationsfrequenzen ein 

deutlicher Unterschied zwischen der Kontraktilität des BK-/- im Vergleich zum 

SM-BK-/- Detrusor beobachtet werden. Die Maxima der Kontraktions-Peaks von 

SM-BK-/- Muskelstreifen waren bei Stimulationsfrequenzen von 1, 2 und 4 Hz 

signifikant stärker ausgeprägt als diejenigen Muskelstreifen-Kontraktionen des 

konstitutiven BK-/- Detrusors (Abb.16). Dieser zwischen den beiden Knockout-

Mauslinien auftretende Unterschied deutet auf eine Abschwächung der Harnblasen-

Kontraktilität in BK-/- Mäusen hin, die möglicherweise im Laufe der Entwicklung des 

konstitutiven BK-Kanal Knockouts zum Tragen kommt. Zur Überprüfung eines 

potentiellen unspezifischen Einflusses von Tamoxifen in konditionalen SM-BK-/- 

Mäusen wurden EFS-induzierte Detrusor-Kontraktionen ebenso an BK-/- und WT 

Mäusen bestimmt, die zuvor nach demselben Tamoxifen-Injektionsprotokoll 

behandelt wurden wie die konditionalen BK-Knockout-Mäuse. Hierbei zeigte sich 

keinerlei signifikanter Effekt des Tamoxifens auf die Kontraktilität des Detrusor-

Muskels in BK-/- und WT Mäusen (Abb.17). 

 

Neben den gegenüber SM-BK-/- Harnblasenstreifen abgeschwächten 

Kontraktions-Maxima des BK-/- Detrusors fielen bei der Analyse des dynamischen 

Verlaufes der EFS-induzierten Kontraktionskurven zudem Unterschiede in der 

Kontraktions- und spontanen Relaxations-Kinetik auf. Im physiologischen 

Stimulationsbereich mit einer Frequenz von 4 Hz (Kawatani et al. 1989) war der 

gesamte Anstieg der Kontraktionskurve im BK-/- Detrusor schwächer ausgeprägt im 

Vergleich zum SM-BK-/- (Abb.18). Beide Kurvenverläufe lagen jedoch über denen 

ihrer jeweiligen Kontrollen (WT und Ctr).  
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Abb.16 Submaximale EFS-induzierte Detrusormuskel-Kontraktionen sind im SM-BK-/- stärker 
ausgeprägt als in der BK-/- Harnblase. (A) Durch EFS mit 1-30 Hz erzeugte repräsentative 
Originalkurven von WT und BK-/- (links) sowie Ctr und SM-BK-/- Detrusor-Muskelstreifen 
(rechts). Je Stimulationsfrequenz wurde der initiale Kontraktions-Peak mit anschließender 
tonischer Kontraktionskomponente aufgezeichnet. (B) Statistik EFS-induzierter 
Detrusormuskel-Kontraktionen aus n = 18 WT, 20 BK-/-, 22 Ctr und 21 SM-BK-/- 
Muskelstreifen von 6-8 Mäusen pro Genotyp. Alle Werte wurden auf das jeweilige 
Kontraktions-Maximum unter der Stimulationsfrequenz von 30 Hz normiert. Abbildung zeigt 
Mittelwerte ± SEM; * P < 0,05; ** P < 0,01. 
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Abb.17 Vergleich EFS-induzierter Detrusormuskel-Kontraktionen zwischen WT und BK-/- 
Mäusen ohne Injektionsbehandlung sowie solchen mit Tamoxifen-Injektionen (Tam). n = 4-8 
Mäuse pro Genotyp. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; * P < 0,05; ** P < 0,01. 
 

Bei der Detrusormuskel-Stimulation mit einer Frequenz von 30 Hz konnten in 

allen vier Genotypen Maximalwerte für die Kontraktion erreicht werden, denen jeweils 

der Wert 100% zugewiesen wurde. Hierbei zeigte nun die Relaxations-Kinetik des 

BK-/- Detrusormuskels eine signifikant schnellere und deutlicher ausgeprägte 

Abnahme der Kontraktionskraft im Vergleich zur Analyse der Harnblasenstreifen von 

SM-BK-/- Mäusen (Abb.18). Der dynamische Kurvenverlauf dieser SM-BK-/- 

Muskelstreifen unterscheidet sich während der 30 Hz Stimulation hingegen nicht von 

demjenigen der Kontroll-Streifen, so dass nur im BK-/- Detrusor eine beschleunigte 

spontane Relaxationsfähigkeit detektierbar war. An dieser Stelle ist zu erwähnen, 

dass sich bei der 30 Hz Kontraktion die auf 100% gesetzten Absolutwerte der 

Kontraktions-Maxima von konstitutivem und konditionalem Knockout nicht signifikant 

voneinander unterschieden, nachdem eine Normalisierung der Kontraktionskraft auf 

das jeweilige Trockengewicht der Muskelstreifen erfolgt war (BK-/-, 13,6 ± 1,7 

mN·mg-1; SM-BK-/-, 14,4 ± 1,8 mN·mg-1). Um auch hier einen Nebeneffekt des 

Tamoxifens auf die Kontraktions-Kinetik des SM-BK-/- und Ctr Detrusors 

ausschließen zu können, wurden wiederum BK-/- und WT Mäuse analysiert, die 

demselben Tamoxifen-Injektionsprotokoll entsprechend des konditionalen BK-

Knockouts unterzogen wurden. Im Vergleich zu nicht injizierten BK-/- und WT Mäusen 

konnte keine Kontraktilitäts-Beeinflussung durch Tamoxifen festgestellt werden.  
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Abb.18 Veränderte Kontraktions- und Relaxations-Kinetik von BK-/- Harnblasenstreifen 
während Elektrischer Feld Stimulation mit 4 Hz (oben) und 30 Hz (unten). Die jeweilige Kraft 
wurde auf das Kontraktions-Maximum bei 30 Hz bezogen (= 100%). Absolute Messwerte der 
Kontraktions-Maxima bei einer Stimulationsfrequenz von 30 Hz sind zudem nicht signifikant 
unterschiedlich. Messung erfolgte mit n = 18 WT, 20 BK-/-, 22 Ctr und 21 SM-BK-/- 
Muskelstreifen von 6-8 Mäusen pro Genotyp. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM. 
Waagerechte Linien indizieren Bereiche, in denen signifikant unterschiedliche Messpunkte 
vorliegen (P < 0,05). 
 

Anhand der EFS-induzierten Kontraktionsversuche waren somit Unterschiede 

zwischen den beiden Knockout Mauslinien erkennbar geworden, die im zeitabhängig 

induzierbaren und glattmuskel-spezifischen Knockout (SM-BK-/-) im Vergleich zum 
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konstitutiven „ab initio“ Knockout (BK-/-) eine signifikant verstärkte Kontraktilität des 

Detrusormuskels aufzeigten. Sind nun durch die Zunahme der Detrusor-Kontraktilität 

nach Verlust des BK-Kanals sowie durch den Unterschied zwischen den beiden 

Knockout Mausmodellen Auswirkungen auf das Miktionsverhalten der einzelnen 

Mauslinien erkennbar? 

 

4.1.5 Konsequenzen der veränderten Detrusor-Kontraktilität bezüglich 
des Miktionsverhaltens in BK-/- und SM-BK-/- Mäusen 

Die an isolierten Harnblasenstreifen gemessene Zunahme der 

Detrusormuskel-Kontraktilität in BK-Knockout-Mäusen zeigte deutlichen Einfluss auf 

das Miktionsverhalten. Neben der „in vitro“ erhöhten Kontraktilität waren ebenso 

unter „in vivo“ Bedingungen in BK-Knockout-Mäusen signifikant häufiger erhöhte 

Harnblasen-Innendrücke messbar (Sprossmann et al. 2009), woraus eine Steigerung 

der Miktionshäufigkeit zu erwarten war, die ein charakteristisches Kennzeichen 

erhöhter Blasen-Kontraktilität darstellt. Zur Analyse des Miktionsverhaltens wurden 

BK-/- und SM-BK-/- Mäuse sowie deren jeweilige Kontrollen über einen Zeitraum von 

fünf Stunden unter Flüssigkeits- und Nahrungskarenz gestellt. Anschließend erfolgte 

die Verabreichung einer definierten Wassermenge, die über eine orale Sonde 

appliziert wurde. Die im darauf folgenden Zeitraum von drei Stunden erfasste Anzahl 

der Miktionen war bei BK-/- Mäusen um das 2,5-fache gegenüber WT Mäusen erhöht 

(BK-/-, 3,6 ± 0,5; WT, 1,4 ± 0,3; Abb.19), was bestätigt, dass aus dem Fehlen der BK-

Kanal Funktion eine überaktive Harnblase mit erhöhter Miktionsfrequenz resultiert. 

Jedoch zeigte die Miktionshäufigkeit der induzierbaren glattmuskel-spezifischen 

SM-BK-/- Mäuse deutlich noch höhere Werte. Zu verzeichnen war eine mehr als 

achtfache Erhöhung im Vergleich zu Ctr Mäusen (SM-BK-/-, 8,4 ± 1,9; Ctr, 1,0 ± 0,1) 

als auch ein 2,3-facher Anstieg gegenüber der Miktionsfrequenz von BK-/- Mäusen 

(Abb.19). Kontrollversuche mit Tamoxifen-injizierten BK-/- und WT Mäusen ließen 

keine Beeinflussung der Miktionshäufigkeit durch diese Substanz erkennen (Abb.19). 

Anhand dieser Daten ist ein weniger stark ausgeprägter Phänotyp in BK-/- Mäusen im 

Vergleich zu SM-BK-/- Mäusen zu konstatieren, was erneut auf das Vorhandensein 

effektiver kompensatorischer Mechanismen im konstitutiven BK-Knockout hindeutet. 
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Durchgeführt von Clément Kabagema, Universität Tübingen 

 
Abb.19 Erhöhte Miktionsfrequenz von SM-BK-/- gegenüber Kontroll-Mäusen als auch 
gegenüber BK-/- Mäusen in Folge forcierter, definierter oraler Wasserapplikation nach 
fünfstündiger Flüssigkeits- und Nahrungskarenz. Analysiert wurden 4 WT, 5 BK-/-, 6 Ctr und 6 
SM-BK-/- Mäuse, sowie jeweils 6 Tamoxifen-injizierte WT und BK-/- Mäuse über einen 
Zeitraum von drei Stunden. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; ** P < 0,01. 
 

4.1.6 Beta-Adrenozeptor vermittelte Hemmung der EFS-induzierten 
Detrusor-Kontraktionen zeigt kompensatorische Veränderung in 
Harnblasen von BK-/- Mäusen 

Zur Fähigkeit der Speicherung von Urin sind in der Harnblase Mechanismen 

notwendig, die zu einer wirksamen Unterdrückung von Blasenkontraktionen und zur 

Relaxation des Detrusormuskels führen. Einen wichtigen Mechanismus stellt hierbei 

die beta-Adrenozeptor-vermittelte Relaxation über einzelne, bei der Maus noch nicht 

eindeutig quantitativ erfasste beta-Rezeptor-Subtypen dar, jedoch vermutlich sowohl 

über beta2- als auch über beta3-Adrenozeptoren (Yamazaki et al. 1998; Michel & 

Vrydag 2006; Michel & Parra 2008). Als ein Effektor dieser Relaxationsschiene wird 

der BK-Kanal diskutiert (Petkov & Nelson 2005; Hristov et al. 2008), wodurch in allen 

BK-Knockout-Modellen eine Abschwächung der beta-Adrenozeptor vermittelten 
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Relaxation zu erwarten wäre. Jedoch konnten in den folgenden Untersuchungen 

überraschende Ergebnisse beobachtet werden.  

 

Zur Untersuchung des Einflusses der beta-Relaxationsschiene auf das 

differierende Kontraktionsverhalten zwischen konditionalem und konstitutivem BK-

Knockout sowie in Bezug auf ihre jeweiligen Kontrollen, wurden Detrusor-

Muskelstreifen mit intaktem Urothel im Organbad entweder mit dem beta-

Adrenozeptor Agonisten Isoproterenol (ISO, 10 µM) oder dem stabilen cAMP-

Analogon Sp-5,6-dichloro-benzimidazol-1-β-D-ribofuranosyl-3’,5’-monophosphoro-

thioat (cBIMPS, 100 µM) vorinkubiert und anschließend mittels EFS kontrahiert. In 

WT Harnblasenstreifen führte ISO zu einer Abschwächung der Kontraktionen unter 

den Stimulationsfrequenzen 1, 2 und 4 Hz, zeigte jedoch keinen signifikanten 

Einfluss unter 8 und 12 Hz (Abb.20A). Dagegen waren EFS-induzierte Kontraktionen 

von BK-/- Harnblasenstreifen durch den Isoproterenol-Effekt unter den Frequenzen 1, 

2 und 4 Hz als auch bei Stimulation mit 8 und 12 Hz signifikant abgeschwächt 

(Abb.20B). Darüber hinaus führte ISO in BK-/- Harnblasen zu einer signifikant 

stärkeren Hemmung der Detrusormuskel-Kontraktionen im Vergleich zum WT bei 

den Stimulationsfrequenzen 2, 4 und 8 Hz (BK-/-, 13,2 ± 1,2%, 26,0 ± 1,2% und 27,5 

± 3,2% versus WT, 4,4 ± 1,7%, 7,5 ± 1,6% und 11,0 ± 3,8%; n = 4; Abb.20C). Dieser 

Effekt war gleichermaßen erkennbar unter Verwendung des stabilen Protein Kinase 

A (PKA) Aktivators cBIMPS (Sandberg et al. 1991), welcher im Vergleich zum WT 

ebenfalls unter den Frequenzen 2, 4 und 8 Hz eine effektivere Kontraktionshemmung 

im BK-/- Detrusor erzielen konnte (BK-/-, 13,7 ± 0,8%, 22,6 ± 0,9% und 20,4 ± 1,9% 

versus WT, 8,4 ± 1,8%, 9,1 ± 1,3% und 9,5 ± 3,7%; n = 4; Abb.20D).  

 

Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass in konstitutiven BK-Kanal Knockout-

Harnblasen innerhalb der beta-Rezeptor-vermittelten Relaxation kompensatorische 

Mechanismen aktiviert werden, die BK-Kanal unabhängige Effektoren besitzen und 

als Langzeit-Adaption aufgrund des BK-Kanal Verlustes zu interpretieren sind.  
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Abb.20 Ausgeprägtere beta-Adrenozeptor und cAMP vermittelte Kontraktionshemmung in 
Harnblasenstreifen von BK-/- Mäusen. (A, B) Auswertung EFS-induzierter Kontraktions-Peaks 
von WT (A) und BK-/- (B) Detrusormuskel-Streifen unter Basalbedingungen und unter dem 
Einfluss von 10 µM ISO. Die Muskelstreifen wurden mit Puffer (PBS) oder 10 µM ISO über 
einen Zeitraum von 10 min vorinkubiert. (C) Darstellung des Ausmaßes der 
Kontraktionshemmung in WT und BK-/- Harnblasenstreifen nach 10-minütiger Vorinkubation 
mit 10 µM ISO. (D) Analyse zum Ausmaß der Hemmung EFS-induzierter Kontraktions-Peaks 
in WT und BK-/- Harnblasenstreifen nach 15-minütiger Vorinkubation mit 100 µM cBIMPS. (E) 
Statistische Auswertung zur Inhibition der Kontraktions-Peaks von Ctr und SM-BK-/- 
Detrusormuskel-Streifen nach Vorinkubation mit 10 µM ISO über eine Dauer von 10 min. (F) 
Statistik zum Ausmaß der Kontraktions-Peak-Verringerung von Ctr und SM-BK-/- 
Harnblasenstreifen nach 15-minütiger Präinkubation mit 100 µM cBIMPS. Messungen 
wurden mit jeweils n = 15 Detrusormuskel-Streifen von 4-5 Mäusen pro Genotyp 
durchgeführt. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; * P < 0,05; ** P < 0,01. 
 

Einen weiteren Hinweis auf potentielle kompensatorische Mechanismen, die 

über einen längeren Zeitraum im konstitutiven Knockout als reaktive Anpassung 

entstehen könnten, lieferte der konditionale, glattmuskel-spezifische und 

zeitabhängig induzierbare BK-Knockout, der aufgrund seiner akuten Gen-Deletion 

nur über eine kurze Zeitspanne zur Entwicklung potentieller Kompensations-

mechanismen verfügt. In einem eingeschränkten Frequenzbereich von 2 und 4 Hz ist 

zwar auch hier unter dem Einfluss von ISO bzw. cBIMPS in SM-BK-/- 

Harnblasenstreifen eine im Vergleich zur Kontrolle (Ctr) stärkere Hemmung der 

Kontraktion zu verzeichnen (Abb.20E,F). Jedoch liegt die Zunahme der ISO (und 

ähnlich der cBIMPS) vermittelten Kontraktionshemmung im SM-BK-/- versus Ctr 

Detrusor nur bei 62% (2 Hz), 80% (4 Hz) und 36% (8 Hz, n.s.) (Abb.20E), im BK-/- 

Detrusor hingegen bei 200% (2 Hz), 246% (4 Hz) und 150% (8 Hz) im Vergleich zum 

WT Detrusormuskel (Abb.20C).  

 

Diese Untersuchungen offenbarten deutliche Unterschiede zwischen den 

beiden Kontrollen (WT und Ctr) im Ansprechen auf ISO und cBIMPS (Abb.20C,D 

gegenüber Abb.20E,F). Die Ursache könnte möglicherweise in der Tamoxifen-

Applikation begründet liegen, die nur mit SM-BK-/- und Ctr Mäusen, nicht jedoch mit 

BK-/- und WT Mäusen durchgeführt wird, aber auch unterschiedliche genetische 

Hintergründe können eine potentielle Erklärung darstellen, da zur Generierung der 

SM-BK-/- Mäuse ein Cre-transgener C57Bl6 Stamm verwendet wird, der nicht 

identisch mit dem zur Generierung von BK-/- Mäusen verwendeten C57Bl6 Stamm 

ist. Trotz dieser Tatsache lassen die Ergebnisse erkennen, dass die akute Deletion 
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des BK-Kanals in SM-BK-/- Mäusen zu einer, in Relation zur konstitutiven BK-/- 

Harnblase, geringer ausgeprägten Kontraktionshemmung unter ISO und cBIMPS 

führt und der hochregulierte, cAMP-vermittelte Kompensationsmechanismus des 

konstitutiven BK-Knockouts für dessen abgeschwächte Reizblasensymptomatik mit 

ausschlaggebend sein könnte.  

 

Zur weiteren Untersuchung der Kompensationsmechanismen innerhalb des 

cAMP-Signalweges wurde vorweg überprüft, ob das cAMP-Analogon cBIMPS bzw. 

die durch ISO-Stimulation gebildeten und in BK-/- Harnblasen erhöhten cAMP-Spiegel 

(Sprossmann et al. 2009) die beschriebenen Effekte potentiell über eine 

Kreuzaktivierung der cGMP-Kinase-Schiene auslösen könnten. Hierzu wurden 

Harnblasenstreifen von WT und BK-/- Mäusen mit dem stabilen cGMP-Analogon 8-(4-

Chlorophenylthio) guanosin-3’,5’-cyclisches monophosphat (8-pCPT-cGMP, 100 µM) 

vorinkubiert und anschließender EFS-Stimulation unterzogen. Über den gesamten 

Frequenzbereich war kein Unterschied im Ausmaß der Kontraktionshemmung 

detektierbar (Abb.21), wodurch eine Beteiligung der cGMP-Kinase-vermittelten 

Relaxation am zuvor beobachteten Kompensationseffekt in BK-/- Harnblasen als 

unwahrscheinlich angesehen werden kann.  

 

                      

8-pCPT-cGMP 

 

 
Abb.21 cGMP-vermittelte Kontraktionshemmung zeigt keine Unterschiede zwischen BK-/- 
und WT Harnblasenstreifen. Darstellung des Ausmaßes der Kontraktionshemmung nach 15-
minütiger Vorinkubation mit 100 µM 8-pCPT-cGMP. Messungen wurden mit n = 11-12 
Detrusormuskel-Streifen von 4 Mäusen pro Genotyp durchgeführt. Abbildung zeigt 
Mittelwerte ± SEM; keine Signifikanz vorliegend. 
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Folglich wurde neben einer zusätzlich durchgeführten Abklärung der cGMP-

Kinase (PKG)-Expression, der Fokus zur Bestimmung zugrunde liegender 

Kompensationsmechanismen im BK-/- Detrusor zunächst auf direkte cAMP-

Effektoren wie die cAMP-Kinase (PKA) gelegt.  

 

4.1.7 Untersuchung der Protein-Expression von cAMP- und cGMP-
Kinase 

Die über beta3-Adrenozeptoren aktivierte PKA scheint für die Hemmung der 

Detrusormuskel-Kontraktion eine Rolle zu spielen (Yamazaki et al. 1998; Yamaguchi 

2002; Uchida et al. 2005). Zur quantitativen Bestimmung der PKA-Expression in der 

murinen Harnblase wurden Western-Blot Analysen durchgeführt mit einem 

spezifischen Antikörper gegen die katalytische sowie einem solchen gegen die 

regulatorische Untereinheit der PKA. Das Spezifitätsprofil der jeweiligen Antikörper 

ist aus Abb.22A zu entnehmen.  

 

Tatsächlich war in Harnblasen von BK-/- Mäusen gegenüber dem WT eine 

signifikante Expressions-Zunahme sowohl der regulatorischen (192 ± 21%, n = 5 pro 

Genotyp, Abb.22B) als auch der katalytischen (153 ± 11%, n = 5 pro Genotyp) PKA-

Untereinheiten zu verzeichnen. Keine Veränderung der Protein-Expression bezüglich 

regulatorischer und katalytischer Untereinheit der PKA war hingegen nach akuter, 

glattmuskel-spezifischer Deletion des BK-Kanals (SM-BK-/-) detektierbar (Abb.22B), 

was erneut für kompensatorische Mechanismen in BK-/- Harnblasen zur 

Abschwächung des Reizblasen-Phänotyps spricht. Aufgrund der bereits in Abb.21 

bezüglich des Wildtyps gezeigten unveränderten Kontraktionshemmung in BK-

Knockout-Harnblasen nach Stimulation mit einem stabilen cGMP-Analogon ist es 

wenig erstaunlich, dass auch in der Expression der cGMP-Kinase (PKG) kein 

Unterschied zu finden war (99 ± 11% im Vergleich zum WT, n = 6 pro Genotyp, 

Abb.22B). 
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Durchgeführt von Clément Kabagema und Matthias Sausbier, Universität Tübingen 

 
Abb.22 Verstärkte PKA-Expression in BK-/-, jedoch nicht in SM-BK-/- Harnblasen. (A) 
Western-Blots von Proteinen der murinen Harnblase zeigen Spezifitäts-Nachweis für 
verwendete Antikörper gegen cGMP-Kinase 1 (PKG), regulatorische (PKA RIIα) und 
katalytische (PKA Catα) Untereinheit der PKA sowie p44/42 MAP-Kinase (MAPK). (B) 
Repräsentative Western-Blots (WB) zur Quantifizierung der Expression von PKA RIIα-
Untereinheit und PKG in der Harnblase (oben) und zugehörige statistische Auswertung von 
BK-/- und SM-BK-/- Mäusen sowie deren jeweiligen Kontrollen WT und Ctr (unten). Die 
Protein-Expression des WTs wurde als Referenz auf 100% gesetzt. Analysiert wurden n = 5 
Harnblasen pro Genotyp. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; ** P < 0,01. 
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4.1.8 Spezifischer PKA-Inhibitor lässt in BK-/- Harnblasen eine cAMP-
mediierte kompensatorische Kontraktionshemmung über PKA-
unabhängige Mechanismen vermuten 

Innerhalb der beta-Adrenozeptor vermittelten Kontraktionshemmung wurde 

der Anteil der in BK-/- Harnblasen hochregulierten PKA und nachgeschalteter 

Effektor-Proteine durch eine spezifische Hemmung der PKA mit Hilfe des Rp-Isomers 

von Adenosin-3’,5’-cyclischem monophosphorothioat (Rp-cAMPS, 100 µM) analysiert 

(Botelho et al. 1988). Ähnlich wie in Abb.20A war im WT unter ISO-Einfluss zunächst 

eine leichte Hemmung der EFS-induzierten Kontraktionskraft zu beobachten, die bei 

den Stimulationsfrequenzen 1 und 2 Hz signifikant ausgeprägt war (Abb.23). Eine 

anschließende spezifische Inhibierung der PKA durch Rp-cAMPS konnte ab einer 

Stimulationsfrequenz von 2 Hz die ISO-induzierte Kontraktionshemmung nahezu 

aufheben und eine Kontraktionskraft ähnlich den Ausgangswerten wiederherstellen 

(Abb.23).  

 

In BK-/- Harnblasenstreifen hingegen wären aufgrund der hochregulierten 

PKA-Expression und einer unter ISO ausgeprägteren Hemmung der EFS-induzierten 

Detrusor-Kontraktionen eine in der Folge stärkere Kontraktions-Zunahme unter dem 

Einfluss von Rp-cAMPS zu erwarten gewesen. Diese Zunahme war unter den 

Frequenzen 2, 4 und 8 Hz zwar signifikant, jedoch in ihrem Ausmaß nicht stärker 

ausgeprägt als im WT, so dass in BK-/- Harnblasenstreifen auch unter PKA-Blockade 

noch eine deutliche und signifikante Kontraktionshemmung vorherrschte (Abb.23). 

Dieses Ergebnis lässt die Vermutung zu, dass nur ein Teil der ISO-mediierten 

Detrusor-Kontraktionshemmung über die hochregulierte PKA vermittelt wird und dass 

weitere Mechanismen, die im Verlauf der Signaltransduktion des beta-Adrenozeptors 

vor bzw. auf Ebene des second Messengers cAMP angesteuert werden, für die 

verstärkte Kontraktionshemmung in BK-/- Harnblasen verantwortlich zu sein 

scheinen.  
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Abb.23 Stärkere ISO-vermittelte Hemmung der EFS-induzierten Kontraktionen in BK-/- 
Detrusormuskel-Streifen wird nur teilweise durch den spezifischen PKA-Inhibitor Rp-cAMPS 
aufgehoben. Statistische Analyse EFS-induzierter Kontraktionen mit jeweils n = 15 
Harnblasenstreifen von 4 WT und 4 BK-/- Mäusen. Die Vorinkubation der Muskelstreifen mit 
10 µM ISO wurde über eine Dauer von 10 min durchgeführt, jene mit 100 µM Rp-cAMPS 
umfasste einen Zeitraum von 45 min, in dem während der letzten 10 min die zeitgleiche 
Inkubation mit ISO erfolgte. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; * P < 0,05; ** P < 0,01.  
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4.1.9 Spielt das „Exchange Protein directly activated by cyclic AMP“ 
eine Rolle für die kompensatorische Kontraktionsabschwächung in 
BK-/- Harnblasen? 

Ein weiteres, seit kurzem auch in glatten Muskelzellen identifiziertes Protein 

(Yokoyama et al. 2008), das ebenfalls wie die PKA durch cAMP aktiviert werden 

kann, ist das „Exchange Protein directly activated by cAMP“ (Epac).  Diese 

Bezeichnung umfasst zwei bislang bekannte Genprodukte, Epac1 und Epac2, die 

sich wiederum jeweils in mehrere Spleißvarianten aufgliedern lassen. Beide Gruppen 

von Isoformen stellen Guanin-Nukleotid-Austausch-Faktoren (GEFs) dar und können 

PKA-unabhängige Signaltransduktionswege aktivieren (Holz et al. 2006). Die aktuell 

bekannten Epac-Effektoren sind vielfältig sowie abhängig von der jeweiligen Epac-

Isoform und differieren von Zelltyp zu Zelltyp (Holz et al. 2006). In der Harnblase 

selbst wurde bislang noch kein Epac-vermittelter Effekt beschrieben. Jedoch lässt 

sich der ISO-induzierte, die Detrusormuskel-Kontraktion abschwächende 

Kompensationsmechanismus in BK-/- Harnblasen anhand der Ergebnisse aus Abb.23 

und Abb.20D auf ein offensichtlich PKA-unabhängiges, jedoch cAMP-vermitteltes 

Ereignis eingrenzen.  

 

Mit Hilfe des spezifischen Epac-Superaktivators 8-(4-Chlorophenylthio)-2’-O-

methyladenosin-3’,5’-cyclisches monophosphat (8-pCPT-2’-O-Me-cAMP, 20 µM), 

welcher in der verwendeten Konzentration keine PKA-Aktivierung zeigt (Holz et al. 

2008), konnte im Folgenden die Möglichkeit einer Beteiligung von Epac an der 

kompensatorischen Kontraktionsabschwächung in WT und BK-/- Harnblasen 

untersucht werden. In WT Detrusormuskel-Streifen wurde bezüglich der Verringerung 

EFS-induzierter Kontraktionen kein signifikanter Einfluss von 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP 

festgestellt (Abb.24A). Dagegen zeigte der Epac-Aktivator in Detrusormuskel-Streifen 

von BK-/- Mäusen deutliche Auswirkungen auf die Abschwächung der 

Kontraktionskraft (Abb.24B). Das Ausmaß der Kontraktionshemmung unterschied 

sich in BK-/- Harnblasen ab einer Stimulationsfrequenz von 2 Hz signifikant vom WT 

und betrug 7,6 ± 0,3% (2 Hz), 17,6 ± 0,9% (4 Hz), 19,0 ± 2,3% (8 Hz) und 12,4 ± 

2,7% (12 Hz) im BK-/- Detrusor, im WT hingegen nur 1,5 ± 1,2% (2 Hz), 0,9 ± 1,0% (4 

Hz), 0,0 ± 1,0% (8 Hz) und -2,6 ± 0,9% (12 Hz) (Abb.24C).  
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Abb.24 PKA-unabhängige Hemmung der EFS-induzierten Detrusor-Kontraktionen durch 
spezifischen Epac-Aktivator zeigt im Vergleich zum WT deutlich ausgeprägtere Effekte in 
BK-/- Harnblasen. (A, B) Auswertung EFS-induzierter Kontraktions-Peaks von WT (A) und 
BK-/- (B) Detrusormuskel-Streifen unter Basalbedingungen und unter dem Einfluss von 20 µM 
8-pCPT-2’-O-Me-cAMP nach 15-minütiger Vorinkubation. (C) Darstellung des Ausmaßes der 
Kontraktionshemmung in WT und BK-/- Harnblasenstreifen nach Vorinkubation mit 20 µM 8-
pCPT-2’-O-Me-cAMP über 15 min. n = 18 – 19 Detrusormuskel-Streifen von 5 Mäusen pro 
Genotyp. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; * P < 0,05; ** P < 0,01. 
 

Diese verstärkte Kontraktions-Abschwächung unter 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP in 

konstitutiven BK-Knockout Harnblasen deutet auf PKA-unabhängige 

Kompensationsmechanismen hin, die in der BK-/- Harnblase möglicherweise durch 

Epac, einen neben der PKA weiteren cAMP-Effektor, vermittelt werden. Zur 

folgenden Abklärung dieses Sachverhaltes wurde die Protein-Expression der beiden 

bekannten Epac-Varianten Epac1 und Epac2 mittels Western-Blot Analyse in der 
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murinen Harnblase bestimmt. Die zur Detektion verwendeten Antikörper waren 

jeweils gegen die sich unterscheidenden N-terminalen Sequenzen von Epac1 bzw. 

Epac2 gerichtet. Mit dem zu den ersten 70 N-terminalen Aminosäuren von Epac1 

komplementären Antikörper war im Western-Blot nach SDS-gelelektrophoretischer 

Auftrennung des Harnblasen-Proteoms von WT und BK-/- Mäusen keine spezifische 

Bande detektierbar (Abb.25A, rechts). Jedoch konnte unter Verwendung eines gegen 

die ersten 220 N-terminalen Aminosäuren von Epac2 gerichteten Antikörpers eine 

einzige spezifische Bande im gesamten Auftrennungsspektrum des murinen 

Harnblasen-Proteoms erkannt werden (Abb.25A, links). Innerhalb dieser durch den 

Epac2-Antikörper detektierten Sequenz ist eine der beiden cAMP-Bindungsstellen 

von Epac2 lokalisiert (Niimura et al. 2009). Unter Berücksichtigung aller bislang 

bekannten Epac2-Spleißvarianten und der durch den Epac2-Antikörper erkannten 

Sequenz wäre eine spezifische Epac2-Bande im Bereich von Molekulargewichten 

über 90 kDa zu erwarten (NCBI Protein-Datenbank). Jedoch zeigte der gegen Epac2 

gerichtete Antikörper die Bande eines Proteins mit einem Molekulargewicht von etwa 

28 kDa („Epac2“ SV, Abb.25A, links). Eine potentiell mögliche, unspezifische 

Interaktion des gegen Epac2 gerichteten Antikörpers kann mit hoher 

Wahrscheinlichkeit ausgeschlossen werden, da die Positivkontrolle mit murinem 

Gesamtgehirn (Ster et al. 2007; Magiera et al. 2004) keine 28 kDa Bande aufwies, 

hingegen drei spezifische Banden zwischen 90 und 130 kDa präsentierte, welche 

dem theoretischen Molekulargewicht der bekannten Epac2-Spleißvarianten mit 867 

(gi|123239870), 972 (gi|148695159) bzw. 993 (gi|123239869) und 1011 

(gi|123239868) Aminosäuren zugeordnet werden können (Abb.25B).  

 

Somit lässt sich die detektierte 28 kDa Bande in der Harnblase 

möglicherweise als Hinweis auf das Vorliegen einer bislang nicht näher definierten 

kurzen Spleißvariante von Epac2 betrachten („Epac2“ SV), welche vermutlich die 

durch den Antikörper erkannte N-terminale cAMP Bindungsdomäne von Epac2 

enthält und PKA-unabhängig durch die Wirkung des Epac-spezifischen cAMP-

Analogons 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP zu einer Abschwächung der Detrusormuskel-

Kontraktion führt. 
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Abb.25 Western-Blot-Untersuchungen zum qualitativen Nachweis von Epac1 und Epac2 im 
Proteom muriner Harnblasen (A) und Gesamtgehirn (B). (A, links) Detektion einer 28 kDa 
Bande nach SDS-gelelektrophoretischer Auftrennung und Western-Blotting des Harnblasen-
Proteoms mit Antikörper gegen N-terminale Epac2-Sequenz. (A, rechts) Keine spezifische 
Bande im Harnblasen-Proteom mit Antikörper gegen Epac1 nachweisbar. (B) Epac2-
Positivkontrolle und Spezifitäts-Nachweis für verwendeten Antikörper gegen Epac2 mit linker 
Hemisphäre des murinen Gesamtgehirns. 
 

Eine Sequenzanalyse von „Epac2“ SV sowie die Untersuchung von Epac2-/- 

Mäusen war im Rahmen dieser Arbeit nicht durchführbar. Mit Hilfe eines „Expressed 

Sequence Tag“ (EST)-Datenbank-Screenings konnte jedoch der cDNA-Klon 

5730402K07 in acht Tage alten Maus-Embryos identifiziert werden (gi|12856733), 

welcher mit 693 Basenpaaren für den N-Terminus von Epac2 codiert, gegen den der 

verwendete Epac2-Antikörper gerichtet war, sowie eine stabilisierende „5’-G-Cap“ 

aufweist. Dieser cDNA-Klon bleibt allerdings am 3’-Ende nach Exon 6 ungespleißt 

(NCBI Nukleotid-Datenbank, Alignment und Vergleich der EST-Sequenz von 

gi|12856733 mit der Epac2-Gensequenz gi|149338249). Die folglich zwischen Exon 

6 und Exon 7 transkribierte „Intronsequenz“ des Epac2-Gens weist ab Basenpaar 

160529 eine das Transkript potentiell stabilisierende Poly-A-Sequenz von 41 

aufeinander folgenden Adenin-Nukleotiden auf und zeigt innerhalb des vorhandenen 

Leserahmens ein Stop-Codon, beginnend bei Basenpaar 160076. Aus einer 

möglichen Translation des stabilisierten mRNA-Konstruktes würde eine 
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Proteinsequenz mit einer Gesamtlänge von 242 Aminosäuren resultieren (NCBI 

Nukleotid-Datenbank, Alignment und Kombination der EST-Sequenz von 

gi|12856733 mit Basenpaaren 160014 bis 160078 der Epac2-Gensequenz 

gi|149338249, Abb.26). Dieses Protein-Konstrukt hätte unter ausschließlicher 

Berücksichtigung der Aminosäuren ein berechnetes Molekulargewicht von 27 kDa 

(Swiss-Prot/TrEMBL), was mit der in Abb.25A detektierten 28 kDa Bande unter 

Berücksichtigung möglicher Glykosylierungsstellen gut in Übereinstimmung gebracht 

werden kann.  

 

                 
 

                  
 

 
Abb.26 Hypothetische, schematische mRNA einer möglichen Epac2 Spleißvariante in der 
Harnblase, zusammengesetzt aus EST-Klon 5730402K07 sowie innerhalb des 
vorgegebenen Leserahmens nachfolgender „Intron“-Sequenz mit Stop-Codon (UGA) und 
Poly(A)-Sequenz (oben). Umsetzung in potentiell translatiertes Protein mit hypothetischer 
Aminosäuresequenz, Darstellung im Ein-Buchstaben-Code (unten). Blaue Markierung 
entspricht translatierter „Intron“6-Sequenz. E1-E6, Exon1-Exon6. 
 

Die Quantifizierung des 28 kDa  „Epac2“ SV Proteins in WT und BK-/- 

Harnblasen ergab eine 1,4 fach erhöhte Expression in der BK-/- Harnblase im 

Vergleich zum WT (BK-/-, 142 ± 6%, n = 5 pro Genotyp, Abb.27).  
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Abb.27 Verstärkte Expression des 28 kDa Proteins „Epac2“ SV in BK-/- Harnblasen. 
Repräsentative Western-Blots (WB) zur Quantifizierung der Expression von „Epac2“ SV in 
der Harnblase (oben) und zugehörige statistische Auswertung von BK-/- Mäusen sowie deren 
WT Kontrollen (unten). Die Protein-Expression des WTs wurde als Referenz auf 100% 
gesetzt. Jeweils 2 technische Replikate von n = 5 Harnblasen pro Genotyp wurden 
analysiert. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; ** P < 0,01. 
 

Diese Hochregulation des 28 kDa Proteins „Epac2“ SV, das möglicherweise 

als Effektor und Vermittler der cAMP-Wirkung in der Harnblase fungieren könnte, 

lieferte eine weitere, jedoch keinesfalls vollständige Erklärung für die 

kompensatorisch verstärkte Hemmung der Detrusormuskel-Kontraktionen in BK-/- 

Mäusen. Das in Abb.23 und Abb.24 gezeigte Ausmaß der ISO- bzw. cAMP-

vermittelten Kontraktionshemmung ließ weitere Regulationen innerhalb des 

Harnblasen-Proteoms vermuten. 

 

 



Ergebnisse 85 

4.1.10 Screening der Protein-Expression von WT und BK-/- 
Harnblasen mittels zweidimensionaler Gelelektrophorese zur 
Identifizierung weiterer regulatorischer Veränderungen  

Zur Ermittlung zusätzlicher Unterschiede in der Expression des WT und BK-/- 

Harnblasen-Proteoms erfolgte die Auftrennung des Proteingemisches durch 2D-

Gelelektrophorese, kombiniert aus isoelektrischer Fokussierung der Proteine und 

anschließender SDS-gelelektrophoretischer Trennung. Die gegenüber WT Mäusen 

unterschiedlich exprimierten Proteine der BK-/- Harnblase wurden 

massenspektrometrisch über HPLC-ESI-MS/MS-Kopplung analysiert. Mit dieser 

Proteom-Analyse konnten weitere Veränderungen in der Protein-Expression von 

BK-/- Mäusen aufgedeckt werden. Die regulierten und identifizierten Proteine sind in 

Abb.28 tabellarisch aufgelistet und im 2D-Gel lokalisiert. Eine 1,6-fach erhöhte 

Expression von Smoothelin A (158 ± 8%, Abb.28,29), einem Marker-Protein für 

kontrahierende glatte Muskelzellen (van der Loop et al. 1996), deutet auf Parallelen 

zur Protein-Expression bei humaner Reizblasensymptomatik hin, da auch beim 

Menschen in der überaktiven Harnblase eine Hochregulation von Smoothelin A zu 

verzeichnen ist (Maake et al. 2006). Ein weiteres in der BK-/- Harnblase 

hochreguliertes Protein ist die Enolase 3 (216 ± 61% im Vergleich zum WT, 

Abb.28,29). Als Teil eines glykolytischen Enzymkomplexes kann das Enzym Enolase 

unmittelbar mit der Membran des Sarkoplasmatischen Retikulums assoziiert und an 

der lokalen glykolytischen ATP-Synthese beteiligt sein, indem es 

Phosphoenolpyruvat generiert, aus dem unter Umwandlung zu Pyruvat Energie in 

Form von ATP frei wird (Paul et al. 1989). Hierbei existiert eine funktionelle Kopplung 

zwischen dem glykolytischen Enzymkomplex und der Sarko-endoplasmatischen 

Retikulum-assoziierten Ca2+-ATPase (SERCA) (Xu et al. 1995). Das mit Hilfe des 

glykolytischen Enzymkomplexes in der Nähe von Ca2+-ATPasen lokal generierte ATP 

ist für deren Funktion essentiell und zeigt diesbezüglich größeren Einfluss im 

Gegensatz zur cytosolischen Gesamt-ATP-Konzentration (Hardin et al. 1992). Somit 

könnte in BK-/- Harnblasen aufgrund der verstärkten Enolase-Expression eine 

erhöhte lokale ATP-Produktion vorliegen, welche die SERCA-Aktivität begünstigt und 

in der Folge zu verstärkter Aufnahme von Ca2+-Ionen in die intrazellulären Speicher 

führt. Ein solcher Effekt kann mit einer beschleunigten Relaxationskinetik glatter 

Detrusor-Muskelzellen einhergehen, was an Harnblasenstreifen von BK-/- Mäusen 

tatsächlich zu beobachten war (Abb.18).  
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Abb.28 Unterschiede in der Protein-Expression zwischen WT und BK-/- Harnblasen. Oben: 
Repräsentative 2D-DIGE-Gele zeigen im pH-Bereich 4,7 bis 10,0 die Lokalisation der 
Protein-Spots von differentiell regulierten Proteinen der BK-/- Harnblase. Die Gele wurden mit 
jeweils 50 µg WT und BK-/- Protein sowie internem Standard beladen, wobei eine Markierung 
jeder Probe mit unterschiedlich fluoreszierenden DIGE CyDye-Farbstoffen erfolgte. Rote 
Kreise markieren hochregulierte Spots, herunterregulierte sind mit blauen Kreisen umrandet. 
Unten: Tabellarisch aufgelistete Ergebnisse der Proteom-Analyse von BK-/- Harnblasen im 
Vergleich zum WT. Fett gedruckte Proteinmenge: Hochregulation; Kursivdruck: 
Herunterregulation. Analysiert wurden n = 6 Mäuse pro Genotyp. Die jeweilige 
Proteinbezeichnung ist über die Nummerierung den Markierungen im Gelbild zuzuordnen. 
kalk. MW, berechnetes Molekulargewicht unter ausschließlicher Berücksichtigung der 
Aminosäuren; det. MW, detektiertes Molekulargewicht; pI, Isoelektrischer Punkt; Mascot 
score, Maß für die Zuverlässigkeit des MS-Ergebnisses. Tabelle zeigt Mittelwerte ± SEM. 
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Abb.29 Hochregulation von Smoothelin A sowie Enolase 3 in BK-/- Harnblasen. 
Repräsentative 3D-Ansichten (links) und korrespondierende Statistik der regulierten Proteine 
aus technischen Replikaten von 6 Mäusen pro Genotyp (rechts). Pfeil und rote Fahne 
markieren betreffenden regulierten 3D-Spot; nicht-regulierte Spots sind durch grüne Fahnen 
markiert. Gestrichelte Linien verweisen auf korrespondierende WT und BK-/- Mäuse; 
durchgezogene Linie indiziert betreffenden Mittelwert. 
 

4.1.11 Verifizierung der in BK-/- Harnblasen regulierten Proteine 
mittels Western-Blot Analyse 

Im Rahmen des 2D-Gelelektrophorese-Screenings war Calponin h1 als 

zweifach hochreguliertes Protein in der Harnblase von BK-/- Mäusen detektierbar 

(199 ± 25% im Vergleich zum WT, Abb.28). Calponin h1 bewirkt in glatten 

Muskelzellen eine Kontraktionsabschwächung durch Interaktionshemmung zwischen 
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Aktin und Myosin (Tang et al. 1996; Rokolya et al. 1998) und könnte durch 

Expressionserhöhung in BK-/- Harnblasen möglicherweise zur verstärkten Hemmung 

der Kontraktion mit beitragen. Die 2D-gelelektrophoretisch identifizierte 

Hochregulation war mit Hilfe eines gegen Calponin h1 gerichteten spezifischen 

Antikörpers im Western-Blot verifizierbar. Hier zeigten sich nach eindimensionaler 

SDS-gelelektrophoretischer Auftrennung eine schwache 34 kDa Bande der alpha-

Spleißvariante von Calponin h1 (Rozenblum & Gimona 2008; Gao et al. 1996) sowie 

eine prominente 29 kDa Bande und eine unmittelbar unterhalb gelegene schwächere 

Bande, die jeweils einem vermutlich phosphorylierten und einem dephosphorylierten 

Gleichgewichtszustand der beta-Spleißvariante von Calponin h1 zugeordnet werden 

können (Abb.30A; Gao et al. 1996; Winder et al. 1993). Innerhalb der prominenten, 

potentiell phosphorylierten Calponin-Bande war im quantitativen Vergleich zwischen 

WT und BK-/- Protein kein signifikanter Unterschied zu verzeichnen (BK-/-, 119 ± 11%, 

Abb.30B), wo hingegen sich eine signifikante 3,2-fache Hochregulation in BK-/- 

Mäusen bei Vergleich der direkt unterhalb gelegenen schwächeren und vermutlich 

dephosphorylierten Calponin-Bande gegenüber dem WT zeigte (315 ± 89% im 

Vergleich zum WT, Abb.30B).  

 

Dieses Ergebnis lässt vermuten, dass die tatsächliche Gesamt-Expression von 

Calponin h1 in BK-/- Harnblasen nur marginal erhöht, jedoch der 

Gleichgewichtszustand von Calponin stark zur dephosphorylierten Form hin 

verschoben ist, was sich unter Zuhilfenahme eines Calponin-Antikörpers erkennen 

ließ, der an alle Phosphorylierungsstufen von Calponin h1 bindet. Die Calponin-

induzierte Hemmung der Interaktion zwischen Aktin und Myosin wird ausschließlich 

durch dessen dephosphorylierte Form vermittelt (Winder & Walsh 1990; Winder et al. 

1992), wodurch auch die Ergebnisse dieser Untersuchung eine weitere mögliche 

Ursache für die verstärkte ISO-mediierte Kontraktionshemmung bzw. die 

Abschwächung des Reizblasen-Phänotyps in Harnblasen konstitutiver BK-Knockout-

Mäuse darstellen könnten. 
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Abb.30 Verifizierung der Hochregulation von potentiell dephosphoryliertem Calponin h1. (A) 
Western-Blot mit murinen Harnblasen-Proteinen zeigt Spezifitäts-Nachweis für verwendeten 
Antikörper gegen Calponin h1. Hierbei lassen sich primär Banden unterscheiden, die einer 
phosphorylierten Form (Calponin h1 (β) phos., ~29 kDa), einer dephosphorylierten Form 
(Calponin h1 (β) dephos.) und einer Calponin h1 (α) -Spleißvariante (~34 kDa) zugeordnet 
werden können. (B) Repräsentative Western-Blots (WB) zur Quantifizierung der Expression 
von Calponin h1 in der Harnblase (oben) und zugehörige statistische Auswertung von BK-/- 
Mäusen sowie deren WT Kontrollen (unten). Die Protein-Expression des WTs wurde als 
Referenz auf 100% gesetzt. Analysiert wurden jeweils 2 technische Replikate von n = 5 
Harnblasen pro Genotyp. Abbildung zeigt Mittelwerte ± SEM; * P < 0,05. 
 

4.1.12 Funktionelle Einordnung regulierter Proteine der BK-/- 
Harnblase in ein glattmuskuläres Proteom-Netzwerk 

Eine mögliche funktionelle Einordnung einiger in der Harnblase von BK-/- 

Mäusen in Expression oder posttranslationaler Modifikation veränderten Proteine, die 

eine Rolle für die glattmuskuläre Kontraktion oder Relaxation spielen können, ist im 

folgenden schematischen Netzwerk unter Berücksichtigung des Einflusses einer 

kompensatorisch vorhandenen Abschwächung der Kontraktionen im BK-/- Detrusor 

dargestellt (Abb.31). Das Netzwerk umfasst ebenfalls eine Zusammenstellung der 

Agonisten und Antagonisten von im Rahmen dieser Arbeit funktionell gezeigten 

kompensatorischen Veränderungen der ISO bzw. cAMP-mediierten Relaxation in 

BK-/- Harnblasen.  
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Abb.31 Hypothetisches Proteom-Netzwerk zeigt glattmuskuläre Relaxationsmechanismen 
mit ausgewählten regulierten Proteinen der BK-/- Harnblase (rot und blau) sowie Übersicht 
bezüglich Angriffspunkten der in dieser Arbeit verwendeten cAMP-analogen Agonisten bzw. 
Antagonisten (grün, kursiv) mit Hilfe derer eine PKA-abhängige sowie PKA-unabhängige 
Hemmung der BK-/- Detrusor-Kontraktionen gezeigt werden konnte. Mit „?“ sind alle 
Einordnungen versehen, deren Lokalisation innerhalb des Netzwerkes nicht eindeutig zu 
bestimmen sind. 2-PG, 2-Phosphoglycerat; AC, Adenylatcyclase; β(2/3)AR, beta2- bzw. beta3-
Adrenozeptor; BKCa2+, BK-Kanal; Ca2+

L-Typ, L-Typ Ca2+-Kanal; Eno, Enolase 3; “Epac“, 
potentielle Spleißvariante des “Exchange Protein directly activated by cyclic AMP”; GST, 
Glutathion S-Transferase; MLCK, Myosin leichte Ketten Kinase; PEP, Phosphoenolpyruvat; 
PK, Pyruvat Kinase; PKA, Protein Kinase A; PKC, Protein Kinase C; PKCδBP, Protein 
Kinase C delta bindendes Protein; PLB, Phospholamban; PP2A, Protein Phosphatase 2A; 
RyR(2), Ryanodin-Rezeptor (Typ 2); SERCA, Sarcoendoplasmatische Retikulum-assoziierte 
Ca2+-ATPase. 
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4.2 Ausprägung des bronchokonstriktorischen Phänotyps in 
Mäusen mit glattmuskel-spezifisch induzierbarer Deletion des 
BK-Kanals im Vergleich zu konstitutiven BK-/- Mäusen mit 
überkompensatorisch bedingter Hyporeagibilität 

 

4.2.1 Untersuchung proteomischer Unterschiede in Tracheen von WT 
und BK-/- Mäusen 

Das Kontraktionsverhalten glatter Muskelzellen der Atemwege unterscheidet 

sich von dem der Detrusormuskelzellen in der Harnblase grundlegend. Die glatte 

Muskulatur der Harnblase zeigt auf Carbachol-Stimuli folgend phasische 

Kontraktionen, die in BK-Knockout-Harnblasenstreifen stärker ausgeprägt sind 

(Abb.14,15), wo hingegen glatte Muskulatur der Luftwege tonisches 

Kontraktionsverhalten aufweist, welches erst nach Ausschaltung des BK-Kanals in 

oszillierende Kontraktionen übergeht (Sausbier et al. 2007). Entgegen einer 

Linksverschiebung der Carbachol-induzierten Dosis-Wirkungskurve (Thorneloe et al. 

2005) sowie der EFS-induzierten Peak-Kontraktionen in BK-/- Harnblasen 

(Abb.16,17), ist in BK-/- Tracheen kein unterschiedliches Ansprechen auf Carbachol-

Stimuli im Vergleich zum WT detektiert worden (Sausbier et al. 2007). Nach 

Ausschaltung von L-Typ Ca2+-Kanälen durch Nifedipin (1 µM) konnte an Tracheal-

Ringen von BK-/- Mäusen sogar eine deutliche Rechtsverschiebung der Carbachol-

induzierten Dosis-Wirkungskurve beobachtet werden (Sausbier et al. 2007). Dieses 

Phänomen war größtenteils auf eine verstärkte Expression von Proteinen der 

cGMP/PKG Signalkaskade zurückzuführen, da der spezifische PKG-Inhibitor Rp-

cGMPS die Rechtsverschiebung zum überwiegenden Teil aufheben konnte 

(Sausbier et al. 2007). Jedoch verblieb eine geringer ausgeprägte aber signifikante 

Rechtsverschiebung der Carbachol-induzierten Dosis-Wirkungskurve in BK-/- 

Tracheen, die neben der hochregulierten cGMP/PKG Signalkaskade weitere 

Veränderungen im Proteom glatter Muskelzellen der Atemwege vermuten ließ.  

 

Aufgrund dieser funktionellen Aussage wurde mittels 2D-

gelelektrophoretischer sowie gekoppelter massenspektrometrischer Analyse das 

Proteom isolierter WT und BK-/- Tracheen bezüglich weiterer Expressions-

Unterschiede gescreent. Alle Proteine, die in Tracheen von BK-/- Mäusen in der 
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Analyse differentiell exprimiert erschienen, sind in Abb.32 tabellarisch aufgelistet und 

ihre Lage im 2D-Gel markiert.  

 

          
 

 
Abb.32 Differentielle Protein-Expression in Tracheen von BK-/- Mäusen im Vergleich zu WT 
Kontrollen. Oben: Repräsentatives 2D-DIGE-Gel zeigt im pH-Bereich 4,0 bis 10,0 die 
Lokalisation der Spots unterschiedlich regulierter Proteine von BK-/- Tracheen. Gele wurden 
mit jeweils 50 µg WT und BK-/- Protein sowie internem Standard beladen, wobei eine 
Markierung jeder Probe mit unterschiedlich fluoreszierenden DIGE CyDye-Farbstoffen 
erfolgte. Hochregulierte Spots werden von roten Kreisen, herunterregulierte Spots von 
blauen Kreisen umrandet. Unten: Tabellarisch aufgelistete Ergebnisse der Proteom-Analyse 
von BK-/- Tracheen im Vergleich zum WT. Fett gedruckte Proteinmenge: Hochregulation; 
Kursivdruck: Herunterregulation. Analysiert wurden jeweils 2 technische Replikate von n = 5 
Mäusen pro Genotyp. Proteinbezeichnung ist über die Nummerierung den Markierungen im 
Gelbild zuzuordnen. kalk. MW, berechnetes Molekulargewicht unter ausschließlicher 
Berücksichtigung der Aminosäuren; det. MW, detektiertes Molekulargewicht; pI, 
Isoelektrischer Punkt; Mascot score, Maß für die Zuverlässigkeit des MS-Ergebnisses. 
Tabelle zeigt Mittelwerte ± SEM. 
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Identifiziert wurden unter anderem zwei Isoformen der Creatin Kinase (CK) in 

BK-/- Tracheen in 1,5-fach hochregulierter Menge. Hierbei handelt es sich um die CK 

„muscle“ (M; BK-/-, 153 ± 5%, Abb.32,33) sowie um die CK „brain“ (B; BK-/-, 147 ± 

9%, Abb.32). Beide Isoformen werden in glatten Muskelzellen exprimiert und liegen 

dort als Homo- (BB) bzw. Heterodimer (MB) vor (Ishida et al. 1991; Iyengar 1984). 

Die CK kann durch Generierung von Creatinphosphat (CP) zu einer lokalen 

Erhöhung der ATP-Konzentration beitragen (Wallimann & Eppenberger 1990). Eine 

mögliche Kopplung der CK mit (Na+/K+)-ATPasen wurde beschrieben (Saks et al. 

1977; Grosse et al. 1980), die wiederum die elektrochemische Triebkraft unter 

anderem für (Na+/Ca2+)-Austauscher in der Plasmamembran darstellen (Moore et al. 

1993) und somit einen möglichen Beitrag zur Ca2+-Elimination aus der Zelle und zur 

Relaxationsvermittlung (Gunst & Stropp 1988; Elmedal Laursen et al. 2006) leisten 

können. In glatter Muskulatur mit tonischem Kontraktionsverhalten spielt der 

(Na+/Ca2+)-Austauscher eine wichtige Rolle für die Abnahme der cytosolischen Ca2+-

Konzentration und die hieraus resultierende Relaxation (Yamanaka et al. 2003).  

 

Eine Beteiligung der SERCA scheint für die Verringerung der 

cytoplasmatischen Ca2+-Ionen Konzentration zur Kontraktionsabschwächung in 

glatter Muskulatur der Luftwege hingegen keine Rolle zu spielen (Roux & Marhl 

2004). Im Gegensatz zur in der BK-/- Harnblase detektierten Hochregulation der 

Enolase 3 (Abb.28,29), mit deren möglichen Einfluss auf SERCA-Aktivität sowie 

Relaxationsverhalten (Abb.18), wurde in Tracheen von BK-/- Mäusen hingegen eine 

verringerte Expression der Enolase 3 gefunden (BK-/-, 72 ± 3%, Abb.32,33). In der 

glatten Muskulatur der Atemwege lässt diese Veränderung aufgrund der 

Untersuchungen von Roux & Marhl (2004) auf eine nur unwesentliche Enolase 3 

bedingte Änderung der cytoplasmatischen Ca2+-Ionen Konzentration schließen, 

könnte jedoch eine mögliche reaktive Anpassung an eine verringerte Ca2+-

Freisetzung aus intrazellulären Speichern durch die hochregulierte cGMP-

Signalkaskade (Sausbier et al. 2007) darstellen.  

 



Ergebnisse 95 

              
 

 
Abb.33 Hochregulation von Creatin Kinase („muscle“-Isoform, M) sowie Herunterregulation 
der Enolase 3 in BK-/- Tracheen. Repräsentative 3D-Ansichten (links) und korrespondierende 
Statistik der regulierten Proteine aus jeweils 2 technischen Replikaten von 5 Mäusen pro 
Genotyp (rechts). Pfeil und rote Umrandung markieren betreffenden regulierten 3D-Spot. 
Gepunktete Linien verweisen auf korrespondierende WT und BK-/- Mäuse; durchgezogene 
Linie zeigt betreffenden Mittelwert. 
 

Für die hochregulierte CK-Expression (Abb.32,33) ist hingegen die Vermittlung 

eines aktiven Kompensationsmechanismus in BK-/- Tracheen denkbar. Eine 

funktionelle Überprüfung der CK-vermittelten Rolle durch Kontraktions-

untersuchungen an isolierten Trachealringen von WT und BK-/- Mäusen war jedoch 

aufgrund der fehlenden Existenz spezifischer Aktivatoren bzw. Inhibitoren der CK 

nicht zuverlässig möglich. 2,4-Dinitrofluorobenzol (DNFB, 10 µM), ein Inhibitor der 

CK (Takeuchi et al. 1997), zeigte an isolierten, mittels Carbachol (0,1 µM) 

vorkontrahierten Trachealringen von WT und BK-/- Mäusen einen Anstieg der 

tonischen Kontraktion um 10 – 20% der zuvor unter Carbachol (10 µM) ermittelten 

Maximalkontraktion (n = 3 Tracheen pro Genotyp). Ausführlichere Untersuchungen 

wurden jedoch aufgrund der Unspezifität von DNFB nicht durchgeführt (Hadad et al. 

1999).  
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Ein weiteres Protein, das sich in Bezug auf die Analyse mit seiner 1,9-fach 

verringerten Expression als das am deutlichsten regulierte Protein in der BK-/- 

Trachea zeigte, konnte massenspektrometrisch als Annexin VIII identifiziert werden 

(BK-/-, 52 ± 3%, Abb.32,34).  

 

              
 

 
Abb.34 Herunterregulation von Annexin VIII in Tracheen von BK-/- Mäusen. Repräsentative 
3D-Ansichten (links) und korrespondierende Statistik aus jeweils 2 technischen Replikaten 
von 5 Mäusen pro Genotyp (rechts). Pfeil und rote Umrandung markieren betreffenden 
regulierten 3D-Spot. Gepunktete Linien verweisen auf korrespondierende WT und BK-/- 
Mäuse; durchgezogene Linie indiziert betreffenden Mittelwert. 
 

Annexin VIII gehört zur Annexin-Familie der Ca2+-regulierten, Phospholipid-

bindenden Proteine (Goebeler et al. 2006; Huber et al. 1990). Es wird sehr spezifisch 

in nur wenigen Zelltypen einer geringen Anzahl von Geweben exprimiert 

(Reutelingsperger et al. 1994). In der Lunge beschränkt sich die Annexin VIII-

Expression ausschließlich auf Endothelzellen und konnte in glatter Muskulatur nicht 

detektiert werden (Reutelingsperger et al. 1994). Die mit hoher Wahrscheinlichkeit 

innerhalb von Lungenendothelzellen lokalisierte Regulation von Annexin VIII stellt 

somit möglicherweise eine Folge des Fehlens endothelialer BK-Kanäle dar. Die 

Existenz endothelständiger BK-Kanäle ist beschrieben (Rusko et al. 1992; Wang et 

al. 2005) und wäre anhand Immunfluoreszenz-markierter Trachealschnitte von 

glattmuskel-spezifischen SM-BK-/- Mäusen zu überprüfen. Solche 

immunhistologischen Färbungen der SM-BK-/- Trachea existieren, waren dieser 

Arbeit jedoch nicht zugänglich. Eine weitergehende funktionelle Einordnung von 

Annexin VIII in einen physiologischen bzw. pathophysiologischen Kontext wäre 

aufgrund des Mangels an Daten zur Funktion des Proteins in der Lunge und im 

Endothel gegenwärtig zu spekulativ. 
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4.2.2 Methacholin-induzierte Bronchokonstriktion im induzierbaren 
glattmuskel-spezifischen BK-Knockout zeigt keine Unterschiede zu 
Kontroll-Mäusen 

Im Gegensatz zur oben beschriebenen veränderten Protein-Expression in 

BK-/- Tracheen sollten SM-BK-/- Mäuse mit einer kurzfristig induzierbaren Deletion 

des BK-Kanals innerhalb des Messzeitraumes keine differentielle Protein-Expression 

entwickeln. Bezüglich der mittels Western-Blot Analyse untersuchten PKG-

Expression wiesen Tracheen von SM-BK-/- Mäusen tatsächlich keine Veränderung im 

Vergleich zu Ctr Mäusen auf (SM-BK-/-, 116 ± 14%, n = 5 pro Genotyp). Ebenso war 

die Expression der PKA in SM-BK-/- Tracheen unverändert (SM-BK-/-, 100 ± 11%, n = 

5 pro Genotyp, durchgeführt von Clément Kabagema). Hierdurch war zumindest für 

die PKG-vermittelte Relaxation glatter Trachealmuskelzellen kein zu Ctr Mäusen 

unterschiedlicher Effekt in Hinblick auf die Unterdrückung Methacholin-induzierter 

Kontraktionen zu erwarten.  

 

Mit Hilfe des zeitabhängigen, glattmuskel-spezifischen BK-Knockout-Modells 

sollte somit auch hier die tatsächliche Rolle des BK-Kanals in der 

Bronchialmuskulatur herausgearbeitet werden. Hierzu wurden ganzkörper-

plethysmographische Messungen der Lungenfunktion durch Vernebelung 

kumulativer Dosen Methacholin (MCh) durchgeführt. MCh ist ein Muscarinrezeptor-

Agonist, der unter Kontraktion glatter Muskelzellen eine Bronchokonstriktion 

induziert, die als ein Faktor zur Entstehung von Asthmasymptomatik eine wichtige 

Rolle spielt. Analysiert wurde die mittlere exspiratorische Atemstromstärke (MEF50), 

die bei der Hälfte des maximal atembaren Volumens gemessen wird und als 

klinischer Parameter im Asthmaanfall die deutlichsten Veränderungen der 

Respirationskurve aufweist. Bei Erreichen von Werten, die 50% des Ausgangswertes 

oder weniger darstellten, wurde der jeweilige Versuch gemäß den ethischen 

Richtlinien abgebrochen. Anhand der ubiquitären „ab initio“ Deletion des BK-Kanals 

in BK-/- Mäusen war sowohl in vorausgehenden Untersuchungen (Sausbier et al. 

2007), als auch in Tamoxifen-injizierten BK-/- und WT Kontrollen dieser Arbeit ein 

paradoxer Phänotyp im Sinne einer bronchialen Hyporeagibilität unter MCh-

Einwirkung erkennbar (Abb.35), was durch kompensatorische Überexpression von 

Proteinen der cGMP Signalkaskade sowie potentiell solchen des 

Energiestoffwechsels (siehe Kapitel 4.2.1) erklärt werden kann. Die vergleichende 
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Analyse adulter Mutanten mit glattmuskel-spezifischer, konditionaler BK-Kanal 

Deletion zeigte jedoch entgegen den Erwartungen einer erhöhten MCh-Sensitivität 

des BK-Knockouts keinen Unterschied im Erreichen des 50%-Wertes der MEF50 

gegenüber Kontroll-Mäusen (Abb.35). Dieser beobachtete Phänotyp von SM-BK-/- 

Mäusen ergab somit für die analysierten Parameter im Respirationstrakt keine 

Veränderungen im Vergleich zu Ctr Mäusen, deren Werte sich wiederum nicht von 

denen des WT unterschieden (Abb.35). Einzig die Tamoxifen-injizierten BK-/- 

Kontrollen (BK-/-
Tam) zeigten nach Log-Rang-Analyse der Kaplan-Meier Kurven 

signifikant häufiger MEF50-Werte über 50% bei steigenden MCh-Dosen, sowohl 

gegenüber WTTam (P = 0,0000) als auch gegenüber SM-BK-/- Mäusen (P = 0,0014) 

und damit eine ausgeprägte MCh-Resistenz, die mit den Werten für BK-/- Mäuse in 

Sausbier et al. (2007) vergleichbar war (Abb.35). Ein Tamoxifen induzierter Effekt auf 

die MCh-bedingte Bronchokonstriktion konnte somit auch hier ausgeschlossen 

werden.  

 

                   
 

 
Abb.35 Unveränderte Methacholin-Sensitivität der Atemwege von SM-BK-/- im Vergleich zu 
Ctr und WT Mäusen. Kaplan-Meier-Kurven zeigen Anzahl von SM-BK-/- und Ctr Mäusen 
sowie Tamoxifen-injizierten BK-/- und WT Kontroll-Mäusen, die unter kumulativen 
Methacholin-Dosen im Ganzkörperplethysmographen eine MEF50 über 50% des maximal 
atembaren Volumens aufwiesen. Analysiert wurden n = 6 Mäuse pro Genotyp. 
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Entgegen einer in dieser Arbeit gezeigten wichtigen Funktion des 

glattmuskulären BK-Kanals für das Kontraktionsverhalten der Harnblase sowie bei 

klinisch manifester Reizblasen-Symptomatik, wurde anhand der gewonnenen 

Respirations-Daten von SM-BK-/- Mäusen ersichtlich, dass der glattmuskuläre BK-

Kanal der Atemwege im physiologischen Gesamtkontext einen nur unwesentlichen 

oder akut kompensierbaren Einfluss auf die MCh-induzierte Bronchokonstriktion 

auszuüben scheint. Untersuchungen von Tamaoki et al. (1997) zeigten einen die 

Ergebnisse dieser Arbeit bestätigenden Effekt durch fehlende Iberiotoxin-Wirkung 

nach akuter Entfernung des Respirationsepithels an humanen Acetylcholin-

kontrahierten Bronchialstreifen. Hingegen war an solchen Gewebestreifen mit 

intaktem Epithel unter Iberiotoxin-Einfluss eine deutliche Kontraktionszunahme zu 

verzeichnen, die ein mögliches Vorhandensein von BK-Kanälen in der bronchialen 

Epithelschicht vermuten lässt (Tamaoki et al. 1997). In glattmuskel-spezifischen 

SM-BK-/- Mäusen ist ein funktionell intaktes Respirationsepithel vorauszusetzen, das 

eine dominierende Rolle in Bezug auf die Kontraktilität glatter Atemwegsmuskulatur 

zu spielen scheint. Im ubiquitären BK-Knockout hingegen könnte aufgrund des 

Fehlens sämtlicher BK-Kanäle zusätzlich innerhalb des Respirationsepithels eine 

Beeinträchtigung vorliegen, die jedoch durch proteomische Veränderungen im 

Respirationstrakt von BK-/- Mäusen (Abb.32,35; Sausbier et al. 2007) (über-) 

kompensiert werden kann. 
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5 Diskussion 
 

In dieser Arbeit wurde erstmals ein induzierbares glattmuskel-spezifisches BK-

Kanal Knockout-Mausmodell untersucht, welches die Analyse zur funktionellen 

Bedeutung glattmuskelständiger BK-Kanäle für die Kontraktilität der Harnblase und 

der Atemwege ermöglichte sowie die Entdeckung adaptiver Kompensations-

mechanismen in konstitutiven BK-/- Mäusen bestätigen konnte. Jedoch zeigte sich 

überraschend eine völlig unterschiedlich ausgeprägte Relevanz der glattmuskel-

spezifischen BK-Kanäle im physiologischen Gesamtkontext für die jeweilige 

Organfunktion.  

 

BK-Kanäle viszeraler glatter Muskelzellen sowohl aus Harnblase als auch 

Trachea erwiesen sich in vorausgehenden elektrophysiologischen Untersuchungen 

in beiden Organen als wichtige Modulatoren zur Einstellung des Membranpotentials 

(Abb.13; Sausbier et al. 2007). In glatten Muskelzellen wird eine funktionelle 

Kopplung zwischen BK-Kanälen und L-Typ Ca2+-Kanälen über einen negativen 

Rückkopplungsmechanismus vermutet. Der nach BK-Kanal Deletion beobachtete 

Anstieg zu depolarisierteren Membranpotential-Werten in glatten Muskelzellen 

konstitutiver sowie konditionaler BK-Knockout-Mäuse hätte sowohl in der Harnblase 

als auch in den Atemwegen aufgrund unvollständiger Inaktivierung geöffneter L-Typ 

Ca2+-Kanäle und verstärkten Ca2+-Einstroms eine erhöhte Kontraktilität des 

jeweiligen Organs erwarten lassen. Im Gegensatz zu einer starken 

Reizblasensymptomatik, die sich gegenüber dem konstitutiven BK-Knockout in 

induzierbaren, glattmuskel-spezifischen SM-BK-/- Mäusen noch ausgeprägter zeigte, 

ergaben Untersuchungen zur Methacholin-vermittelten Obstruktion der Atemwege in 

glattmuskel-spezifischen BK-Knockout-Mäusen keinerlei erkennbaren Phänotyp. Die 

potentiell zugrunde liegenden Ursachen und Mechanismen werden im Folgenden 

jeweils organspezifisch diskutiert.  

 

Auf eine wichtige Rolle des BK-Kanals für eine normale Harnblasenfunktion 

hatten bereits Meredith et al. (2004) sowie Thorneloe et al. (2005) hingewiesen. 

Allerdings konnte in diesen Untersuchungen eine Beteiligung neuronaler BK-Kanäle 

am Reizblasenphänotyp nicht ausgeschlossen werden, da eine Expression dieses 
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Kanals sowohl im Gehirn (Sausbier et al. 2005a) als auch in parasympathischen 

Nerven (Patel et al. 1998) und in Hinterhornganglien (Zhang et al. 2003) gezeigt ist. 

Diese neuronalen Strukturen sind ebenfalls in die Kontrolle und Steuerung der 

Harnblasenfunktion involviert (de Groat 2006). Durch die Beteiligung neuronaler BK-

Kanäle an der Repolarisation von Aktionspotentialen und der schnellen Nach-

Hyperpolarisation der Zellmembran wäre in konstitutiven BK-/- Mäusen ein neuronaler 

Einfluss auf die Reizblasensymptomatik als dessen Ursache ebenso denkbar. Mit 

Hilfe des in dieser Arbeit untersuchten glattmuskel-spezifischen BK-Knockout-

Mausmodells konnte jedoch erstmals die essentielle Notwendigkeit Detrusormuskel-

ständiger BK-Kanäle für eine normale Harnblasenfunktion gezeigt werden. Eine 

Beeinflussung der Reizblasensymptomatik durch unterschiedliche Urinvolumina ist 

hierbei ausgeschlossen, da sich die Diurese von WT und BK-/- Mäusen nicht 

unterscheidet (Rieg et al. 2007). Die zusätzliche Tamoxifen-vermittelte 

Induzierbarkeit der BK-Kanal Deletion im glattmuskel-spezifischen Knockout-Modell 

ermöglichte die Verhinderung der Entstehung von Kompensationsmechanismen, wie 

sie in konstitutiven BK-/- Mäusen identifiziert wurden. Über ein vollständiges 

Unterbleiben jeglicher reaktiver Anpassung in SM-BK-/- Mäusen kann nur spekuliert 

werden, jedoch lässt die fehlende Regulation von PKA bzw. PKG (Abb.22B) in 

Zusammenhang mit funktionellen Kontraktions-Experimenten auf einen zumindest 

weitgehend unkompensierten glattmuskel-spezifischen BK-Knockout schließen, der 

bereits 1 Woche nach Tamoxifen-Applikation ein höchst effizientes Verschwinden der 

glattmuskulären BK-Kanäle zeigte (Abb.12D). Innerhalb dieses Zeitraumes ist 

anhand funktioneller Untersuchungen an SM-BK-/- Mäusen in Abb.20E,F der Beginn 

einer möglichen Kompensation erkennbar, was eher auf eine reaktive Anpassung als 

auf entwicklungsbedingte Veränderungen hindeutet. Eine Umgehung reaktiver 

Anpassungen mittels akuter BK-Kanal Blockade durch den spezifischen Blocker 

Iberiotoxin (IbTX) wurde in dieser Arbeit bewusst vermieden, da IbTX aufgrund seiner 

schlechten Gewebegängigkeit vermutlich nur einen Teil der BK-Kanäle blockieren 

kann. Einen Hinweis hierfür liefern vorausgehende Untersuchungen, in denen die 

Harnblasen-Kontraktilität unter IbTX-Einfluss geringer ausgeprägt ist im Vergleich zur 

Kontraktilität der konstitutiven BK-/- Harnblase (Thorneloe et al. 2005). Der Verbleib 

bereits weniger aktivierbarer BK-Kanäle kann zu einer „Kompensation“ und 

Abschwächung der Kontraktilität führen, da selbst heterozygote BK+/- Mäuse 

phänotypisch völlig unauffällig sind. Mit dem besser steuerbaren Tamoxifen-
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induzierten SM-BK-/- Modell war eine eindeutige Demaskierung von 

Kompensationsmechanismen in BK-/- Mäusen möglich, deren abgeschwächte 

Reizblasensymptomatik vermutlich durch reaktive Anpassung zur Aufrechterhaltung 

einer grundlegenden physiologischen Harnblasenfunktion zu interpretieren ist.  

 

Als ein wichtiger Mechanismus zur Abschwächung der Detrusormuskel-

Kontraktilität wurde die Hochregulation des cAMP-Signalweges identifiziert. Somit 

zeigte sich in partieller Übereinstimmung mit Brown et al. (2008) eine verstärkte beta-

Adrenozeptor- sowie cAMP-vermittelte Kontraktionsabschwächung in BK-/- 

Harnblasen (Abb.20A-D). Dieser Effekt war unter anderem auf die verstärkte 

Expression mindestens zweier cAMP-Effektoren zurückzuführen, der regulatorischen 

(und katalytischen) Untereinheit der PKA (Abb.22B) sowie vermutlich einer speziellen 

Epac2-Spleißvariante, die bislang nur in Form eines cDNA-Klons identifiziert werden 

konnte (Abb.27). Nach Tamoxifen induzierter Deletion der glattmuskulären BK-

Kanäle war jedoch die beta-Adrenozeptor vermittelte Unterdrückung der 

Detrusorkontraktionen gegenüber dem konstitutiven BK-Knockout deutlich 

abgeschwächt (Abb.20) und keine verstärkte Expression der PKA detektierbar 

(Abb.22B). Dies stellt vermutlich eine Ursache dar, die zur Kontraktilitätserhöhung 

des Detrusormuskels (Abb.16) und zur verstärkten Reizblasensymptomatik in 

SM-BK-/- Mäusen (Abb.19) beiträgt. Diese Befunde zeigen zudem neue Aspekte für 

den Wirkmechanismus cAMP-vermittelter Relaxation des Detrusormuskels auf. 

Petkov et al. (2005) sowie Hristov et al. (2008) postulierten für die Harnblase eine 

PKA mediierte Aktivierung sarkoplasmatischer Ca2+ Pumpen und Ryanodin 

Rezeptoren, die mittels sog. „Ca2+-Sparks“ eine Aktivitätssteigerung von BK-Kanälen 

zur Detrusor-Relaxation bewirkten. Jedoch wurde in der vorliegenden Arbeit trotz 

deletierten BK-Kanals eine verstärkte beta-Adrenozeptor- / cAMP-vermittelte 

Kontraktionshemmung in der BK-/- Harnblase gefunden, was auf Regulationen 

hindeutet, die BK-Kanal unabhängig dessen Verlust sogar überkompensieren. 

Zudem überraschte der Befund, dass der spezifische PKA-Inhibitor Rp-cAMPS 

(20-fache Konzentration über IC50) die verstärkte beta-Adrenozeptor vermittelte 

Hemmung der Detrusorkontraktionen in BK-/- Harnblasen im Gegensatz zum WT nur 

unvollständig aufheben konnte. Dieses Ergebnis steht zunächst im Widerspruch zu 

Brown et al. (2008), in deren Untersuchungen eine vollständige Hemmung der 

Isoproterenol-vermittelten Relaxation beobachtet werden konnte. Jedoch 
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verwendeten Brown et al. den PKA-Antagonisten H-89, dessen Effekt an intaktem 

Gewebe über einen kompetitiven beta-Adrenozeptor Antagonismus zu erklären ist 

(Penn et al. 1999) und somit vermutlich eine vollständige Hemmung der gesamten 

cAMP-Schiene erzeugt wurde. Die in der vorliegenden Arbeit gezeigte unvollständige 

Aufhebung der beta-Adrenozeptor-vermittelten Relaxation in BK-/- Harnblasen durch 

Rp-cAMPS (Abb.23) deutet daher auf die zusätzliche Hochregulation PKA-

unabhängiger Signalwege hin, die über weitere cAMP-Effektoren angesteuert 

werden. Ein in der Harnblase neben der PKA bislang unbeschriebener cAMP-

Effektor scheint ein spezielles „Epac“-Protein zu sein, über das sich mittels des 

spezifischen und selektiven Epac-Aktivators 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP in einer 

Konzentration, bei der die PKA nicht aktiviert wird (Christensen et al. 2003), in 

konstitutiven BK-/- Mäusen eine ausgeprägte Hemmung von Detrusormuskel-

Kontraktionen induzieren ließ (Abb.24C). Bemerkenswerterweise ist diese in BK-/- 

Harnblasen ausgeprägte Epac-vermittelte Kontraktionshemmung im WT nur minimal 

vorhanden, was unter normalen physiologischen Bedingungen auf die beschriebene 

niedrige Affinität der N-terminalen Bindungsstelle des Epac2-Proteins gegenüber 

cAMP-Liganden zurückgeführt werden könnte (de Rooij et al. 2000). Die in BK-/- 

Harnblasen identifizierte verstärkte Kontraktionshemmung durch den verwendeten 

spezifischen Epac-Aktivator deutet daher auf einen weiteren kompensatorischen 

Mechanismus, bei dem neben der ermittelten Epac-Hochregulation (Abb.27) auch 

eine denkbare Zunahme der cAMP-Affinität durch Konformationsänderung unter den 

vorliegenden pathophysiologischen Bedingungen nicht ausgeschlossen werden 

kann. Bereits in zahlreichen weiteren Organen wurden bislang unterschiedlichste 

funktionell relevante Epac-Wirkungen beschrieben (Cheng et al. 2008). Hierbei 

müssen die beiden unterschiedlichen Genprodukte Epac1 sowie Epac2 differenziert 

werden, die sich jeweils wiederum in verschiedene Spleißvarianten aufspalten und 

somit unterschiedliche Zell-Lokalisationen (Niimura et al. 2009) und Funktionen 

wahrnehmen (Holz et al. 2006). Die funktionellen Untersuchungen dieser Arbeit 

deuten mit hoher Wahrscheinlichkeit auf das Vorliegen eines cAMP-aktivierbaren 

Epac-Proteins, über das die PKA-unabhängige Isoproterenol-mediierte Relaxation 

der Harnblase vermittelt wird (Abb.23,24). Jedoch überraschte der Befund, dass 

mittels spezifischer Antikörper gegen Epac1 bzw. Epac2 keine bislang bekannte 

Epac-Spleißvariante identifiziert werden konnte. Da beide Antikörper nur gegen eine 

70 bzw. 220 Aminosäuren große N-terminale Sequenz gerichtet sind, ist das 



 Diskussion 104

Vorhandensein einer N-terminal-trunkierten Epac-Form, wie sie beispielsweise die 

leberspezifische Epac2-Spleißvariante darstellt, möglich (Ueno et al. 2001). Dennoch 

war mit Hilfe des gegen Epac2 gerichteten Antikörpers eine einzige deutliche und 

spezifische Bande bei einem Molekulargewicht von 28 kDa detektierbar (Abb.25). 

Innerhalb dieser erkannten N-terminalen Epac2-Sequenz ist eine cAMP-

Bindungsstelle von Epac2 lokalisiert (Niimura et al. 2009), über welche der 

beobachtete Relaxationseffekt mit dem spezifischen Epac-Aktivator 8-pCPT-2’-O-

Me-cAMP potentiell vermittelt werden könnte. Untermauert wird die Existenz dieser 

neuen Epac2-Spleißvariante durch die Entdeckung des murinen cDNA-Klons 

5730402K07 (gi|12856733), der nach Übersetzung im entsprechenden Leserahmen 

über 90% der Aminosäuresequenz der hypothetischen Epac2-Spleißvariante abdeckt 

(Abb.26). Diese cDNA-Sequenz bleibt zwischen Exon 6 und Exon 7 ungespleißt und 

lässt somit ab Aminosäure 179 einen 63 Aminosäuren langen C-Terminus entstehen, 

dessen Funktion bislang völlig unbekannt ist. Dennoch deuten die 

Kontraktionsversuche mit 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP auf eine relaxationsvermittelnde 

Wirkung dieser potentiellen Epac2-Spleißvariante in der Harnblase hin. Neben der 

Verstärkung Sympathikus-induzierter Detrusormuskel-Relaxation durch erhöhte PKA-

Expression sowie der gegenüber dem WT 1,4-fach verstärkten Expression der 

Epac2-Spleißvariante (Abb.27) waren jedoch weitere Regulationen innerhalb des 

Harnblasen-Proteoms zu erwarten, die zur Ausprägung des abgeschwächten 

Reizblasen-Phänotyps in konstitutiven BK-/- Mäusen beitragen.  

 

Die verstärkte Expression des Aktin-bindenden Proteins Smoothelin A könnte 

zunächst für den beobachteten Reizblasen-Phänotyp per se eine Rolle spielen, da es 

ein Markerprotein für kontrahierende glatte Muskelzellen darstellt (van Eys et al. 

2007). Die essentielle Rolle dieses Proteins für die Kontraktionen glatter 

Muskelzellen wird in Smoothelin A Knockout-Mäusen ersichtlich, welche Darm-

Atonien mit stark reduzierter gastrointestinaler Kontraktilität aufweisen (Niessen et al. 

2005). Daraus lässt sich ableiten, dass die Hochregulation von Smoothelin A 

vermutlich einen wesentlichen Beitrag zur Entstehung der Hyperkontraktilität in BK-

Knockout-Harnblasen leistet und die transkriptionelle Aktivität am Smoothelin A 

Genlocus Ca2+-abhängig stattfinden könnte. Zugleich stellt die verstärkte Smoothelin-

Expression in der Maus Parallelen zur humanen Reizblasensymptomatik her, da eine 

vergleichbare Hochregulation von Smoothelin A auch in der überaktiven Harnblase 
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des Menschen gefunden wurde (Maake et al. 2006). Dies lässt vermuten, dass 

Änderungen der Detrusorkontraktilität sowohl in der Maus als auch beim Menschen 

in vergleichbaren adaptiven Mechanismen zusammenlaufen.  

 

Im Weiteren ist neben PKA und Epac in der Hochregulation von glattmuskel-

spezifischem Calponin h1 ein weiterer Kompensationsmechanismus erkennbar, der 

unmittelbar an der Interaktionshemmung zwischen Aktin und Myosin ansetzen 

könnte. Calponin hemmt die Aktin-aktivierte Mg2+-ATPase-Aktivität von Myosin 

(Winder & Walsh 1990) und trägt zu einer Aufrechterhaltung der Relaxation von 

glatten Muskelzellen mit unphosphoryliertem Myosin bei (Malmqvist et al. 1997). Wie 

im Ergebnis der Westernblot-Analyse mit Calponin-h1-spezifischen Antikörpern 

ersichtlich wurde, resultieren die kompensatorischen Veränderungen primär in einer 

Gleichgewichtsverschiebung zur unphosphorylierten Form von Calponin h1 (Abb.30), 

das an der Interaktionshemmung der kontraktilen Filamente beteiligt sein kann. Hier 

scheint keine verstärkte Expression sondern die veränderte Gleichgewichts-

einstellung, möglicherweise bedingt durch erhöhte Proteinphosphatase-Aktivität 

(Winder et al. 1992) oder verminderte PKC-Aktivität (Rokolya et al. 1998), im 

Vordergrund zu stehen (Abb.31).  

 

Neben den in Kapitel 4.1.10 bereits erörterten Auswirkungen der regulierten 

Enolase-Expression auf Ca2+-ATPasen sei an dieser Stelle der potentielle Einfluss 

verminderter Glutathion S-Transferase-Expression auf die Aktivität von Ryanodin-

Rezeptoren (RyR) erwähnt. Da die Subtypen RyR1 und RyR2 durch die Glutathion 

S-Transferase (GST) omega1 jedoch unterschiedlich in ihrer Aktivität beeinflusst 

werden (Dulhunty et al. 2001), ist eine Aussage zur GST-mediierten Beeinflussung 

möglicher Veränderungen der intrazellulären Ca2+-Freisetzung anhand der 

vorliegenden Daten kaum möglich.  

 

Die in herunterregulierter Form detektierte Ca2+-abhängige Transglutaminase 

(TG2, Abb.28) lässt sich zuverlässiger in einen funktionellen Kontext einordnen. Bei 

Lokalisation auf der Zelloberfläche bindet die TG2 an Integrine und beeinflusst die 

Adhäsion sowie Zellmigration (Zemskov et al. 2006). Darüber hinaus kann die TG2 in 

einem Ca2+- bzw. GTP-gebundenen Zustand vorliegen. Im Falle einer Bindung von 

GTP übernimmt die TG2 die Rolle eines G-Proteins, das als Gh alpha bezeichnet 
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wird. Dieses G-Protein ist mit alpha1B- (Feng et al. 1999) und alpha1D-

Adrenozeptoren funktionell gekoppelt (Chen et al. 1996) und kann die Aktivität des 

BK-Kanals regulieren (Lee et al. 1997). Eine Aktivierung von alpha1B/1D-

Adrenozeptoren stimuliert den GDP/GTP-Austausch des Gh alpha Proteins wodurch 

die Phospholipase C delta1 aktiviert wird, die wiederum zu einem Anstieg der 

intrazellulären Ca2+-Spiegel führt (Feng et al. 1996; Baek et al. 2001). In der 

Harnblase von Kaninchen wurde die Funktion von alpha1-Adrenozeptoren zur 

Einstellung des glattmuskulären Tonus in der Blasenhinterwand und am Blasenhals 

beschrieben (Chou et al. 2003; Capello et al. 2005). Die Herunterregulation des Gh 

alpha Proteins (TG2) könnte somit auch in der BK-/- Harnblase der Maus die 

alpha1B/1D-Adrenozeptor-vermittelten Kontraktionen sowie den Muskeltonus 

reduzieren. Einen weiteren Hinweis auf diese Vermutung liefern alpha1D-

Adrenozeptor Knockout-Mäuse, die gegenüber dem WT eine reduzierte Blasen-

Entleerungsfrequenz sowie eine vergrößerte Blasenkapazität aufweisen (Chen et al. 

2005b).  

 

Anhand der 2D-gelelektrophoretischen Auftrennung des murinen 

Harnblasenproteoms waren somit neue Einblicke in das Zusammenspiel effizienter 

körpereigener Adaptionsprozesse auf pathophysiologische Veränderungen möglich. 

Jedoch zeigen die in dieser Arbeit beschriebenen Veränderungen vermutlich nur 

einen Ausschnitt sämtlicher adaptiver Prozesse der Harnblase von konstitutiven BK-/- 

Mäusen, da mittels 2D-Gelelektrophorese und HPLC-ESI-MS/MS überwiegend 

lösliche Proteine identifiziert wurden und die Solubilisierung membranständiger 

Kanäle, Ionenpumpen und G-Protein-gekoppelter Rezeptoren sowie die Analyse 

gering exprimierter Proteine wie Kinasen größeren Limitierungen unterliegt. An dieser 

Stelle sei die in Sprossmann et al. (2009) beschriebene reduzierte L-Typ Ca2+-Kanal 

Stromdichte in konstitutiven BK-/- Detrusor-Muskelzellen erwähnt, die als zusätzlicher 

Kompensationsmechanismus eine reduzierte Anzahl von L-Typ Ca2+-Kanälen 

vermuten ließ. Eine entsprechende Regulation dieser hydrophoben, 

hochmolekularen Membranproteine war in der 2D-gelelektrophoretischen Analyse 

jedoch nicht auffindbar. Zudem war eine Verifizierung der funktionellen Einordnung 

von Calponin h1, Enolase 3, Glutathion S-Transferase und Transglutaminase 2 

aufgrund des Fehlens spezifischer pharmakologischer Aktivatoren bzw. Inhibitoren 

bis zum aktuellen Zeitpunkt nicht möglich. Ebenso sind für den Großteil der 
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regulierten Proteine keine kommerziell verfügbaren Antikörper zur Bestätigung der 

identifizierten Proteinregulationen erhältlich. Jedoch lässt die mit dreifachem 

Regulationsfaktor im Western-Blot verifizierte Calponin-Hochregulation auf valide 

Ergebnisse der 2D-gelelektrophoretischen Untersuchungen schließen.  

 

Sowohl der Detrusormuskel-ständige BK-Kanal als auch die in konstitutiven BK-/- 

Mäusen identifizierten Kompensationsmechanismen, zuvorderst jene der beta-

Adrenozeptor-Signalkaskade, zeigen in den Untersuchungen dieser Arbeit großes 

Potential zur Abschwächung des klinischen Erscheinungsbildes einer Reizblase. Die 

bislang zur Standardtherapie eines Reizblasensyndroms zählenden Anticholinergika 

(Ouslander 2004; Semins & Chancellor 2004; Andersson 1999) ergaben in einer 

Meta-Analyse zahlreicher klinischer Studien nur unbefriedigende Therapie-

Ergebnisse und führten zu hohen Nebenwirkungsraten (Herbison et al. 2003). Für 

zukünftige potentielle Therapieansätze der Reizblase werden bereits BK-Kanal-

Öffner (Hewawasam et al. 2002; Turner et al. 2003) sowie beta3-Adrenozeptor-

Agonisten diskutiert (Tanaka et al. 2003b), deren Einsatz aufgrund der Ergebnisse 

dieser Arbeit als vielversprechend zu bewerten ist. Zur Überprüfung einer 

Übertragbarkeit der gewonnenen Daten auf die humane Harnblasen-Physiologie 

sollten – ausgehend von der Tatsache vergleichbarer Smoothelin-Adaption – in 

weiteren Schritten die cAMP gesteuerten Signalkaskaden des humanen 

Detrusormuskels unter normalen sowie pathophysiologischen Bedingungen näher 

untersucht werden. Die regulatorische Anpassung der beta-Adrenozeptor-Schiene in 

der Maus deutet auf das große Potential speziell dieser Signalkaskade für die 

therapeutische Intervention bei überaktiver Harnblase hin. Ebenso lässt sich 

aufgrund der Relevanz detrusormuskel-ständiger BK-Kanäle für den lokalen Einsatz 

von BK-Kanal-Öffnern ein therapeutischer Nutzen erkennen, da im Gegensatz zur 

systemischen Anwendung die Nebenwirkungsrate deutlich reduzierbar erscheint. 

Weitere Unterstützung finden die Ergebnisse dieser Arbeit durch therapeutische 

Befunde an Ratten, in denen die intravesicale Injektion „nackter“ BK-Kanal-DNA in 

vivo eine Detrusormuskel-Überaktivität reduzieren konnte (Christ et al. 2001).  

 

In einem völlig anderen Licht hingegen erscheint die Rolle des BK-Kanals in der 

glatten Muskulatur der Atemwege. Li et al. (1998) zeigten zwar an isolierten Maus-

Tracheen mit intaktem Respirationsepithel eine Potenzierung KCl- und Methacholin-
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induzierter Kontraktionen nach Einwirkung des BK-Kanal-Inhibitors IbTX. In den 

Versuchen dieser Arbeit überraschte jedoch die bei induzierbaren SM-BK-/- Mäusen 

und Kontrollen gleichermaßen ausgeprägte Obstruktion der Atemwege unter 

Methacholin-Einfluss, was an der identischen Abnahme der ganzkörper-

plethysmographisch ermittelten MEF50-Werte ersichtlich wurde (Abb.35). Diese 

Untersuchungen erwecken den Eindruck, dass der glattmuskuläre BK-Kanal in den 

Atemwegen zumindest für die Modulation muscarinerger Stimuli keine wesentliche 

Rolle zu spielen scheint. Die Annahme wird gestützt durch Untersuchungen von 

Tamaoki et al. (1997), welche unter IbTX-Einfluss keine Veränderungen der 

Acetylcholin-induzierten Kontraktilität humaner Bronchien nach vorausgehender 

Entfernung des Respirationsepithels feststellten. Bei intaktem Epithel war unter IbTX-

Einwirkung jedoch eine deutlich stärkere Kontraktionszunahme zu verzeichnen. Auch 

in diesen Befunden ist eine potentiell schlechte Gewebegängigkeit von IbTX zu 

bedenken, doch wird die Aussage unter Berücksichtigung der Ergebnisse des 

glattmuskel-spezifischen BK-Knockout-Modells bestätigt. Die ausschließliche 

Wirkung von IbTX an Bronchien mit intaktem Epithel lässt das Vorhandensein von 

BK-Kanälen in Zellen der Epithelschicht vermuten (Tamaoki et al. 1997). Zudem 

deuten diese Befunde auf eine dominierende Rolle des Respirationsepithels der 

Atemwege hin, das durch die Bildung relaxierender Faktoren, des sog. „Epithelial-

derived relaxing“-Faktors, eine effektive Reduktion der Kontraktilität glatter 

Atemwegs-Muskelzellen bewirkt (Prié et al. 1990; Vanhoutte 1989). Unter 

Berücksichtigung des konstitutiven Knockout-Modells mit einer ubiquitären Deletion 

des BK-Kanals sind neben dessen zusätzlichem Verlust in Neuronen auch potentielle 

Veränderungen der Epithelfunktion in Betracht zu ziehen unter der obigen Annahme 

eines epithel-ständigen BK-Kanals wie es die Untersuchungen von Tamaoki et al. 

(1997) nahe legen. Dies könnte einen möglichen Stimulus zur Ausbildung 

kompensatorischer Prozesse darstellen. Die in den Atemwegen von BK-/- Mäusen 

auftretenden proteomischen Veränderungen (Abb.32; Sausbier et al. 2007) führten 

jedoch, im Gegensatz zur Harnblase, nicht nur zur Verminderung oder Aufhebung 

eines möglichen Phänotyps. Im physiologischen Gesamtkontext (Abb.35; Sausbier et 

al. 2007) war unter cholinerger Stimulation in vivo sogar eine „Überkompensation“ im 

Sinne eines hyporeagiblen Phänotyps zu beobachten. Neben der in Sausbier et al. 

(2007) beschriebenen Hochregulation der NO/cGMP-Signalkaskade konnten in 

dieser Arbeit auch in den Atemwegen weitere potentielle Kompensations-
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mechanismen identifiziert werden. Das Fehlen spezifischer Aktivatoren bzw. 

Inhibitoren für die identifizierten Proteine verhindert jedoch auch hier eine sichere 

funktionelle Einordnung. Eine hypothetische Funktion der regulierten Creatin Kinase 

sowie Enolase 3 in glatten Muskelzellen der Atemwege wurde bereits in Kapitel 4.2.1 

erörtert. Alle Regulationen fügen sich hierbei gut in das Gesamtbild der Ca2+-

Speicherung und -Freisetzung in Harnblase und Atemwegen ein. Während für die 

Kontraktilität des Detrusormuskels der Ca2+-Einstrom über L-Typ Ca2+-Kanäle im 

Vordergrund zu stehen scheint, spielt für die tonischen Kontraktionen glatter 

Muskelzellen der Atemwege augenscheinlich die Ca2+-Freisetzung aus 

intrazellulären Speichern die dominierende Rolle.  

 

Welche Schlussfolgerungen können aus den vorliegenden Ergebnissen gezogen 

werden? Zunächst muss berücksichtigt werden, dass sowohl unter Asthma- als auch 

unter COPD-Symptomatik die Atemwegsobstruktion multifaktorielle Einflüsse besitzt 

und die Beteiligung glatter Muskelzellen neben Entzündungs- und 

Hypersekretionsprozessen nicht als alleiniger Faktor zur Lumenverengung beiträgt. 

Wie in Sausbier et al. (2007) ersichtlich, scheint der glattmuskuläre BK-Kanal an 

isolierten Tracheen möglicherweise für die Unterdrückung oszillatorischer 

Kontraktionsschwankungen glatter Atemwegsmuskelzellen eine Rolle zu spielen. In 

physiologischer Einbettung ergeben sich jedoch keine Auswirkungen auf die MEF50-

Werte als entscheidenden Parameter bei Atemwegs-Obstruktion. Ob unter den 

Bedingungen einer Entzündung dem glattmuskulären BK-Kanal der Atemwege 

größere Bedeutung beizumessen ist, bliebe in weiteren Entzündungsmodellen zu 

testen. Die Frage einer postulierten Beteiligung von BK-Kanälen am 

Wirkmechanismus von beta2-Sympathomimetika (Liu et al. 2004) wird derzeit an 

BK-/- und SM-BK-/- Mäusen untersucht. Die Ergebnisse waren dieser Arbeit jedoch 

nicht zugänglich. An der perfundierten Lunge sowie an isolierten Lungenschnitten 

konnten weitere Arbeitsgruppen der Universität Aachen die in dieser Arbeit erstmals 

gezeigten Ergebnisse zur Atemwegsobstruktion an SM-BK-/- Mäusen (Abb.35) 

bestätigen (persönliches Gespräch mit PD Dr. M. Sausbier). Detaillierte Daten 

standen dieser Arbeit jedoch ebenfalls nicht zur Verfügung. In Hinblick auf die 

Untersuchungen von Tamaoki et al. (1997) sollten weitere Untersuchungen zur 

eindeutigen Klärung der Existenz eines respirationsepithel-ständigen BK-Kanals 

vorgenommen werden, der möglicherweise größere Auswirkungen auf die 
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Gesamtrelaxationsfähigkeit der Atemwege besitzen könnte. Eine stärkere 

Berücksichtigung der Funktion des Respirationsepithels in zukünftigen 

Untersuchungen und Diskussionen zum Einfluss der Bronchialkontraktilität bei 

Asthma und COPD wäre wünschenswert. 
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6 Zusammenfassung 
 

Der durch hohe K+-Leitfähigkeit charakterisierte spannungs- und Ca2+-abhängige BK-

Kanal besitzt eine bedeutende Funktion für die Regulation des Membranpotentials. 

Sein hyperpolarisierender K+-Ausstrom antagonisiert Membran-Depolarisationen 

sowie den über spannungsabhängige Ca2+-Kanäle vermittelten Anstieg der 

intrazellulären Ca2+-Ionen Konzentration und beeinflusst hierdurch die Kontraktilität 

glatter Muskelzellen. Eine konstitutive Deletion des BK-Kanals in Mäusen (BK-/-) 

führte zur Entstehung einer überaktiven Harnblase mit verstärkter Kontraktilität des 

Detrusormuskels sowie erhöhter Miktions-Frequenz. Jedoch imponierte dieser 

beobachtete Phänotyp nach induzierbarer, glattmuskel-spezifischer Deletion des BK-

Kanals (SM-BK-/-) mit einer deutlich schwerwiegenderen Ausprägung. Dieses 

Phänomen ließ den Einfluss kompensatorisch aktiver Signalwege in BK-/- Harnblasen 

vermuten, welche zu einer signifikanten Reduktion der Übererregbarkeit des 

Detrusormuskels beitragen können. So war in konstitutiven BK-/- Harnblasen im 

Vergleich zu Kontrollen eine verstärkte Expression der Proteinkinase-A (PKA) 

detektierbar, die in induzierbaren SM-BK-/- Mäusen zum Untersuchungszeitpunkt 

nicht vorlag. Die Hochregulation der PKA zeigte sich assoziiert mit einer gesteigerten 

beta-Adrenozeptor- bzw. cAMP-vermittelten Hemmung von Detrusormuskel-

Kontraktionen in BK-/- Mäusen im Vergleich zu deren Kontrollen. Diese Erscheinung 

war in induzierten SM-BK-/- Harnblasen um 60-70% verringert. Mit Hilfe des 

spezifischen PKA-Antagonisten Rp-cAMPS konnte der cAMP-Signalweg im BK-/- 

Detrusor nur unvollständig blockiert werden, während in Wildtyp-Kontrollen (WT) 

eine, im Verhältnis zur jeweiligen Gesamtrelaxation, umfassendere Hemmung 

möglich war. Diese Befunde deuten auf zusätzliche PKA-unabhängige und 

kompensatorisch aktive cAMP-Effektoren in der Harnblase von BK-/- Mäusen hin. So 

führte das cyclische Nukleotid 8-pCPT-2’-O-Me-cAMP, ein spezifischer Aktivator des 

cAMP-Effektor-Proteins Epac, wiederum zu verstärkter Kontraktionshemmung im 

BK-/- Detrusor. Hierbei konnte durch Zuhilfenahme eines Epac2-Antikörpers in 

Harnblasen von BK-/- Mäusen die Hochregulation einer möglicherweise neuen 

Epac2-Spleißvariante ermittelt werden. Darüber hinaus lieferten die Ergebnisse einer 

Proteom-Analyse weiteren Aufschluss über additiv regulierte Proteine zur 

kompensatorischen Abschwächung des Reizblasen-Phänotyps in BK-/- Mäusen. 
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Hingegen erwies sich der BK-Kanal in glatten Atemwegs-Muskelzellen für die 

Kontrolle einer Methacholin-provozierten Abnahme der in vivo gemessenen, mittleren 

exspiratorischen Atemstromstärke (MEF50) als unbedeutend. Die Abnahme ließ 

hierbei in SM-BK-/- Mäusen innerhalb des physiologischen Gesamtkontextes keinen 

Unterschied zu Kontrollen erkennen, obwohl „kompensatorische“ Veränderungen, 

wie sie ebenfalls im Respirationstrakt von BK-/- Mäusen infolge ubiquitären 

Knockouts beobachtet werden konnten, fehlten. Anhand konstitutiver sowie 

induzierbarer BK-Kanal-Deletion waren in dieser Arbeit somit gewebespezifische BK-

Kanal-Effekte sowie Kompensationsmechanismen identifizierbar, die zumindest in 

der murinen Harnblase einen relevanten Beitrag zur Relaxation und Abschwächung 

des beobachteten Phänotyps leisten und neben dem BK-Kanal potentiell 

interessante Angriffspunkte zur Therapie eines Reizblasensyndroms darstellen 

könnten.  
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