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„Das Experiment, dem nicht eine Theorie, d.h. eine Idee vorausgeht, verhält sich zur 

Naturforschung wie das Rasseln einer Kinderklapper zur Musik.“ 

Justus Freiherr von Liebig (1803 - 1873), deutscher Chemiker 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 



Originalarbeiten und Übersichtsartikel 

 

 

 

 

Die nachfolgende Arbeit nimmt Bezug auf folgende Originalarbeiten: 

I. Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, 

Papadakis T, Renno L, Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, 

Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, Kummer W. Bitter triggers 

acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

II. Deckmann K, Krasteva-Christ G, Rafiq A, Herden C, Wichmann J, Knauf S, 

Nassenstein C, Grevelding CG; Dorresteijn A, Chubanov V, Gudermann T, 

Bschleipfer T, Kummer W. Cholinergic urethral brush cells are widespread 

throughout placental mammals. Int Immunopharmacol. 2015 Nov;29(1):51-6. 

 

III. Deckmann K, Rafiq A, Erdmann C, Illig C, Durschnabel M, Wess J, Weidner 

W, Bschleipfer T, Kummer W. Muscarinic receptors 2 and 5 regulate bitter 

response of urethral brush cells via negative feedback. FASEB J. 2018 

Jun;32(6):2903-2910. 

 

IV. Kandel C, Schmidt P, Perniss A, Keshavarz M, Scholz P, Osterloh S, Althaus 

M, Kummer W, Deckmann K. ENaC in Cholinergic Brush Cells. Front Cell 

Dev Biol. 2018 Aug 15;6:89.  

 

V. Perniss A, Schmidt P, Soultanova A, Papadakis T, Dahlke K, Voigt A, Schütz 

B, Kummer W, Deckmann K. Development of epithelial cholinergic 

chemosensory cells of the urethra and trachea of mice. Cell Tissue Res 2021 

Jul;385(1):21-35. 

 

Relevante eigene Übersichtsartikel zum Thema: 

VI. Deckmann K, Kummer W. Chemosensory epithelial cells in the urethra: 

sentinels of the urinary tract. Histochem Cell Biol. 2016 Dec;146(6):673-683. 

  

VII. Kummer W, Deckmann K. Brush cells, the newly identified gatekeepers of the 

urinary tract. Curr Opin Urol. 2017 Mar;27(2):85-92 



 

 

 

 

 



Inhaltsverzeichnis 

 

 

 

 

Inhaltsverzeichnis 

1 Einleitung ............................................................................................................... 9 

1.1 Ableitende Harnwege ......................................................................................... 9 

1.2 Die Urethra von Mäusen und Menschen ......................................................... 11 

1.3 Muskelphysiologie der Miktion ....................................................................... 11 

1.4 Steuerung der Miktion ...................................................................................... 14 

1.5 Geschmackswahrnehmung ............................................................................. 18 

1.6 Chemosensorische Wächterzellen.................................................................. 23 

1.7 Die solitären Zellen der Urethra ...................................................................... 25 

1.8 Klinische Relevanz dieser Arbeit .................................................................... 26 

1.8.1 Das Syndrom der überaktive Blase .............................................................. 26 

1.8.2 Harnwegsinfekte ............................................................................................ 27 

2 Zielsetzung dieser Arbeit .................................................................................... 29 

3 Ergebnisse und Diskussion ................................................................................ 31 

3.1 Es gibt Bürstenzellen im Epithel der Urethra ................................................. 31 

3.2 UCCC exprimieren Elemente der Geschmackswahrnehmung ..................... 34 

3.3 UCCC sind polymodale Chemosensoren ....................................................... 37 

3.4 UCCC verwenden Acetylcholin als Botenstoff für parakrine und autokrine 

Signalübertragungen.............................................................................................. 40 

3.5 UCCC lösen neuronale Reflexe aus ................................................................ 45 

3.6 UCCC sind in verschiedenen Säugetierspezies präsent ............................... 49 

3.7 UCCC entstehen postnatal und es gibt einen geschlechtsspezifischen 

Unterschied in der Entwicklung ............................................................................ 51 

3.8 Das Protein MyD88 und Toll-like-Rezeptoren haben einen Einfluss auf die 

Entwicklung von UCCC .......................................................................................... 52 

3.9 UCCC sind chemosensorische Wächterzellen, initiieren 

Abwehrmechanismen und beeinflussen die Miktion........................................... 53 

4 Zusammenfassung .............................................................................................. 57 

5 Literaturverzeichnis............................................................................................. 62 

6 Publikationsübersicht ......................................................................................... 77 

7 Publikationen ....................................................................................................... 79 

8 Eidesstattliche Erklärung .................................................................................. 140 

9 Danksagung ....................................................................................................... 141 

 



Abbildungsverzeichnis 

 

 

 

 

 

Abbildungsverzeichnis 
Abbildung 1. Die ableitenden Harnwege ............................................................................................. 9 

Abbildung 2. Intrazelluläre Signalwege der Detrusorkontraktionen und –relaxation .................. 13 

Abbildung 3. Innervation der Harnblase und ihrer Sphinkteren während der Füllphase ............ 15 

Abbildung 4. Innervation der Harnblase und ihrer Sphinkteren während der Miktion ................ 16 

Abbildung 5. Geschmackstransduktionskaskade ........................................................................... 19 

Abbildung 6. Geschmackswahrnehmung ......................................................................................... 22 

Abbildung 7. Cholinerge Epithelzellen in der Urethra ..................................................................... 32 

Abbildung 8. Morphologie der urethralen ChAT-eGFP+-Zellen ...................................................... 33 

Abbildung 9. Cholinerge Epithelzellen sind keine neuroendokrinen Zellen ................................. 34 

Abbildung 10. ChAT-eGFP+-Zellen der Urethra exprimieren Elemente der 

Geschmackstransduktionskaskade und den Bürstenzellmarker DCLK1 .............................. 35 

Abbildung 11. UCCC exprimieren verschiedene Proteine zur Wahrnehmung von 

Geschmacksqualitäten. ............................................................................................................... 36 

Abbildung 12. UCCC exprimieren ENaCα ......................................................................................... 36 

Abbildung 13. UCCC reagieren auf verschiedene Geschmacksqualitäten und UPEC ................ 38 

Abbildung 14. UCCC sind polymodal ................................................................................................ 39 

Abbildung 15. Denatonium führt zur ACh-Freisetzung aus isolierten Zellen der Urethra. .......... 41 

Abbildung 16. UCCC nutzen ACh zur parakrinen Signalübertragung ........................................... 42 

Abbildung 17. UCCC nutzen ACh für einen durch M2- und M5-Rezeptoren vermittelten 

autokrinen negativen Rückkopplungsmechanismus ............................................................... 43 

Abbildung 18. Auswirkungen von selektiver pharmakologischer Intervention von 

muskarinischen Rezeptoren auf die Antwort von UCCC zu bitterem Reiz. ........................... 44 

Abbildung 19. Sensible Nervenfasern reichen an UCCC heran und lösen reflektorische 

Blasenaktivierung bei Applikation einer Bittersubstanz aus .................................................. 46 

Abbildung 20. Aufbau einer urodynamischen Messstation ............................................................ 48 

Abbildung 21. UCCC in 13 verschiedene Säugetierarten ................................................................ 50 

Abbildung 22. Postnatale Entwicklung von UCCC .......................................................................... 51 

Abbildung 23. UCCC in MyD88-KO-, TLR2-KO-, TLR4-KO- und TLR2/4-KO-Mäusen ................... 52 

Abbildung 24. Urodynamische Messungen in M1–5-defizienten Mäusen ..................................... 55 

Abbildung 25. Übersicht der verschiedenen solitären Epithelzellen der Urethra ........................ 57 

Abbildung 26. Schematische Zeichnung einer UBC/UCCC ............................................................ 58 

Abbildung 27. Schematische Darstellung des protektiven Wirkungsmechanismus von 

UBC/UCCC .................................................................................................................................... 59 

Abbildung 28. Schematische Darstellung des negativen Rückkopplungsmechanismus ........... 61 

 

 



Einleitung 

 

 

 

9 

 

1 Einleitung 

1.1 Ableitende Harnwege  

Bei Menschen können die ableitenden Harnwege in zwei Teilbereiche gegliedert 

werden: den paarig angelegten oberen Harntrakt, gebildet aus Nierenbecken (Pelvis 

renalis) und Harnleitern (Ureter), und den unteren Harntrakt, bestehend aus der Blase 

(Vesica urinaria) und der Harnröhre (Urethra) (Abbildung 1.). 

   

 

 

Abbildung 1. Die ableitenden Harnwege 
Schematische Zeichnung der ableitenden Harnwege, bestehend aus Pelvis renalis, Ureter, 
Vesica urinaria und Urethra. Erstellt mit BioRender.com. 

   

Ihre Hauptfunktion ist der Abtransport des Harns. Hierbei hat die Harnblase eine 

Sonderstellung als Sammel- und Speicherorgan des Harns [1-10]. Der Harn selbst wird 

in den beiden Nieren produziert und die ableitenden Harnwege haben keinen Einfluss 

mehr auf die Zusammensetzung des Harns. 
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Ausgekleidet sind die ableitenden Harnwege, mit Ausnahme der Urethra, mit einem 

mehrschichtigen Übergangsepithel, dem Urothel. Es besteht aus ca. 6 Zellreihen, die, 

insbesondere in der Blase, durch Dehnung im Zuge der Blasenfüllung an Höhe und 

Schichtung abnehmen, um eine Erhöhung des Fassungsvolumens zu ermöglichen. 

Das Urothel wird hauptsächlich aus drei Zelltypen gebildet: den auf der Basalmembran 

aufsitzenden Basalzellen, den Intermediärzellen und den gegen das Lumen ragenden 

Deckzellen. Diese sind die oberste Zellschicht im Urothel und bilden eine osmotische 

Barriere zwischen dem Urin und der interstitiellen Flüssigkeit. Die Auskleidung der 

Urethra unterscheidet sich hingegen von der einheitlichen Auskleidung der restlichen 

ableitenden Harnwege. 

Die Urethra selbst bildet den letzten Abschnitt der ableitenden Harnwege, leitet den 

Harn nach außen und ist beim Mann ca. 20-25 cm, bei der Frau ca. 3-5 cm lang. Die 

Urethra des Mannes, beginnend in der Harnblase am Ostium urethrae internum, kann 

in zwei übergeordnete Abschnitte unterteilt werden: den im Becken liegenden pelvinen 

Teil und den im Penis liegenden penilen Teil, der mit dem Ostium urethrae externum 

endet [11]. Der pelvine Teil seinerseits besteht aus der Pars intramuralis, die noch 

innerhalb der Blasenwand liegt, gefolgt von der Pars prostatica, die durch die Prostata 

führt, und der im Diaphragma urogenitale gelegenen Pars intermedia (Pars 

membranacea). Der penile Teil bildet den letzten Abschnitt der männlichen Urethra 

und besteht aus der Pars spongiosa im Corpus spongiosum des Penis. 

Die weibliche Urethra wird in einen proximalen und einen distalen Teil gegliedert. 

Vergleichbar wie beim Mann wird auch bei der Frau der sich in der Blasenwand 

befindende Teil Pars intramuralis genannt. Sie beginnt auch am Ostium urethrae 

internum etwa auf halber Höhe hinter der Symphyse und läuft dann parallel zu Vagina 

nach unten. Das letzte Stück der weiblichen Urethra ist als Crista urethralis vaginae 

als Auswölbung in der Wand der Vagina zu erkennen. Auch sie endet mit dem Ostium 

urethrae externum, welches sich im Fall der weiblichen Urethra im Vestibulum vaginae 

befindet [11].  

Beim Mann ist nur der einige millimeterlange Übergangsbereich von Blase zu Urethra 

noch mit Urothel ausgekleidet. Der verhältnismäßig lange mittlere Teil der männlichen 

Urethra wird durch ein mehrschichtiges hochprismatisches Epithel gebildet, welches 

im Ausmündungsbereich in ein mehrschichtiges unverhorntes Plattenepithel übergeht 

[11]. Das Epithel der weiblichen Urethra besteht, vergleichbar mit dem des Mannes, 
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im Übergangsbereich von Blase zu Urethra noch aus Urothel. Dem Urothel schließt 

sich ein mehrschichtiges unverhorntes Plattenepithel an [11]. Im mehrschichtigen 

Epithel der männlichen und weiblichen Urethra befinden sich neben neuroendokrinen 

Zellen und nicht-cholinergen Bürstenzellen auch cholinerge chemosensorische Zellen, 

deren Entdeckung und Charakterisierung Gegenstand dieser Arbeit ist.  

 

1.2 Die Urethra von Mäusen und Menschen 

Sowohl in Menschen als auch in Mäusen verläuft die Urethra vom Ostium urethrae 

internum, welches am Harnblasendreieck (Trigonum vesicae) beginnt, bis zur äußeren 

Harnröhrenöffnung (Ostium urethrae externum oder Meatus urethrae). Die Urethra von 

männlichen Mäusen wird, vergleichbar zur männlichen menschlichen Urethra, auch in 

pelvine oder membranöse und penile Urethra eingeteilt. Der membranöse Teil ist dünn 

und befindet sich in direkter Nachbarschaft von Prostata, Bläschendrüse, 

Koagulationsdrüsen und den Samenleitern. Einen Unterschied bilden die 

periurethralen Drüsen. Diese münden beim Menschen in die penile Urethra (Pars 

spongiosa) und bei der Maus in die membranöse Urethra distal der Ausführungsgänge 

der Prostata. Im Gegensatz zum Menschen besitzen Nagetiere einen Penisknochen, 

das Os penis, der sich in unmittelbarer Nähe zur penilen Urethra befindet. Der 

strukturelle Aufbau der weiblichen Urethra ist bei Mäusen und Menschen vergleichbar. 

Auch bei Mäusen wird die weibliche Urethra in einen distalen und proximalen Teil 

gegliedert [12].  

 

1.3 Muskelphysiologie der Miktion 

Die Steuerung der Blasenfunktion und damit der Miktion ist ein komplexes 

Zusammenspiel verschiedener Muskeln und Steuerzentren [1-8, 10]. Die wichtigsten 

Muskeln sind der Detrusormuskel, Musculus detrusor vesicae, und die Sphinktere, der 

Musculus sphincter vesicae oder Musculus sphincter urethrea internus und der 

Musculus sphincter urethrea externus. Hierzu kommt noch in der Urethra eine dünne 

äußere Schicht aus ringförmiger glatter Muskulatur und eine zehnmal dickere innere 

Schicht aus glatter Längsmuskulatur [9, 13, 14]. Letztlich geht die Steuerung der 

Miktion mit der Steuerung der Muskulatur einher. Maßgeblich hierfür ist der aus glatter 

Muskulatur bestehende Detrusormuskel. Die Phosphorylierung der leichten Ketten des 
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Myosins (myosin regulatory light chain; MLC) ist für den Tonus der glatten Muskulatur 

verantwortlich. Phosphorylierung und der Muskeltonus nehmen zu, wenn die Aktivität 

der Myosin-Leichte-Ketten-Kinase (MLCK) überwiegt. Überwiegt hingegen die 

Aktivierung der Myosin-Leichte-Ketten-Phosphatase (MLCP), kommt es zur 

Dephosphorylierung von Myosin und somit zur Relaxation (Abbildung 2.). MCLP und 

MCLK arbeiten also gegensätzlich [10, 15]. Bei der Steuerung der Miktion nehmen 

Adrenozeptoren und muskarinische Acetylcholinrezeptoren (mAChR) eine zentrale 

Rolle ein. Sowohl Adrenozeptoren als auch mAChR sind an heterotrimere 

Guaninnukleotid-bindende Proteine (G-Proteine) gekoppelt. Eine solche Kopplung ist 

einer der häufigsten transmembranären Signaltransduktionsmechanismen und kann 

das Signal von Rezeptoren an verschiedenste Effektoren weiterleiten. Adrenozeptoren 

werden durch Adrenalin oder Noradrenalin aktiviert. Auf dem Musculus sphincter 

urethrea internus lokalisierte α-Adrenozeptoren sind an G-Proteine der Gq-Familie 

gekoppelt. G-Proteinen der Gq-Familie wird im Allgemeinen eine exzitatorische 

Wirkung zugeschrieben. Sie vermitteln ihre Wirkung über die Regulation von β-

Isoformen der Phospholipase C (PLC) und werden deshalb auch als PLC-gekoppelte 

G-Proteine bezeichnet. PLC hydrolisiert Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (PIP2) 

zu Inositoltrisphosphat (IP3) und Diacylglycerol (DAG). IP3 bewirkt, durch die Bindung 

an den IP3-Rezeptor, die Freisetzung von Calcium-Ionen aus dem sarkoplasmatischen 

Retikulum (SR). Im Falle der glatten Muskelzellen führt die Calciumfreisetzung zur 

Kontraktion, weil das freigesetzte Calcium an Calmodulin bindet, welches daraufhin 

mit der MLCK einen aktiven Komplex bildet. Die daraus resultierende 

Phosphorylierung der MLC führt zur Kontraktion, weil dadurch Aktin die Myosin-

ATPase aktivieren kann [15].  

Auf dem Detrusormuskel lokalisierte β-Adrenozeptoren sind zwar auch an G-Proteine 

gekoppelt, allerdings sind sie mit G-Proteinen der GS-Familie verbunden. Hierbei 

handelt es sich um G-Proteine, die durch die Aktivierung der Adenylatcyclase ihre 

Wirkung entfalten. Hierdurch wird die Konzentration von cAMP im Cytosol erhöht, was 

zur Aktivierung der Proteinkinase A führt. Deshalb werden sie auch als G-Proteine mit 

cAMP-abhängigen Reaktionen bezeichnet. Die Proteinase A steigert die Aktivität der 

MLCP, welche für die Relaxation der Muskelzellen verantwortlich ist (Abbildung 2.). 

Adrenorezeptoren nehmen daher eine zentrale Rolle in der Füllphase ein 

(Abbildung 3.).  
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Abbildung 2. Intrazelluläre Signalwege der Detrusorkontraktionen und –relaxation 
Aktivierung von M3 führt zur intrazellulärem Ca2+-Freisetzung und zum Ca2+-Einstrom. Dies 
trägt zu Kontraktionen bei. Die Aktivierung von M2 hemmt die Adenylatcyclase und reduziert 
die β3-adrenerge Rezeptor-vermittelte Relaxation. Rho-A = Ras-Homologenfamilie A; ROCK 
= Rho-Kinase; PLC = Phospholipase C; DAG = Diacylglycerin; PKC = Proteinkinase C; PKA 
= Proteinkinase A; MLC = leichte Myosinkette; IP3 = Inositoltrisphosphat; IP3R = IP3-Rezeptor; 
PIP2 = Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat; SR = sarkoplasmatisches Retikulum; MLCK = 
Myosin-Leichte-Ketten-Kinase; MLCP = Myosin-Leichte-Ketten-Phosphatase; heterotrimere 
Guaninnukleotid-bindende Proteine (G-Proteine): Gq = Gq-Familie (exitatorisch); GS = GS-
Familie (Adenylatcyclase aktivieren); Gi = Gi-Familie (Adenylatcyclase inhibierend); β3 = 
Adrenozeptoren β3; M3 = muskarinischer Acetylcholinrezeptor 3; M5 = muskarinischer 
Acetylcholinrezeptor 5; nach [10]; Erstellt mit BioRender.com. 

   

MAChR hingegen sind für die Miktion von entscheidender Bedeutung. MAChR können 

in 5 Unterklassen (M1-M5) einteilen werden. Die fünf Unterklassen werden durch fünf 

verschiedene Gene kodiert und können auch aufgrund ihrer Lokalisation im Körper 

und ihrer molekularen und pharmakologischen Eigenschaften unterschieden werden 

[16]. Bei Steuerung der Miktion stehen M2 und M3 im Focus (Abbildung 2.). M1- und 

M3-Rezeptoren sind Gq-Protein gekoppelt. Über M5-Rezeptoren ist wenig bekannt.   
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Es wird aber davon ausgegangen, dass auch sie einen ähnlichen Mechanismus wie 

M1- und M3-Rezeptoren haben. M2 und M4 sind Gi-Protein gebunden. Bei der Familie 

der Gi-Proteine handelt es sich um inhibitorische G-Proteine. Sie entfalten ihre Wirkung 

durch die Hemmung der Adenylatcyclase und stellen somit Gegenspieler der G-

Proteine der Gs-Familie dar (Abbildung 2.) [17-21]. 

 

1.4 Steuerung der Miktion 

Die Regulation der Miktion erfolgt auf mehreren Ebenen und über verschiedene 

Nerven [1-8]. Auf Blasenebene ist zunächst die Kontraktionssteuerung des 

Detrusormuskels von Relevanz. Diese erfolgt durch das Rückenmark und dem 

angeschlossenen Plexus hypogastricus inferior. Hinzu kommt die Steuerung der 

beteiligten Sphinktere durch vegetative und somatische Nerven [2, 10, 22, 23]. Die 

vegetative Innervation erfolgt parasympathisch über die Nervi pelvici splanchnici und 

sympathisch über die Nervi hypogastrici. Beides läuft über den Plexus hypogastricus 

inferior. Die somatische Innervation kommt aus dem Nervus pudendus [2, 4, 5, 10, 22-

27]. Die übergeordnete Regulation erfolgt durch das pontine Miktionszentrum, das im 

Hirnstramm lokalisiert und Teil der Formatio reticularis ist. Das pontine 

Miktionszentrum wird vom periaquäduktalen Grau gesteuert. Dieses wird seinerseits 

durch übergeordnete Blasenzentren des Di- und Telencephalons beeinflusst. Von 

größter Relevanz sind hierbei das frontale Blasenzentrum, subkortikale 

Regelmechanismen, die parahippocampale Strukturen mit einbeziehen, und der 

anteriorer Cingulus im Zusammenspiel mit dem supplementärmotorischen Kortex [2, 

10, 28-42]. 

Die Steuerung der Miktion beinhaltet zwei Phasen, die Füllungsphase (Abbildung 3.) 

und die Miktion selbst (Abbildung 4.). Während der Füllungsphase ist die Blase unter 

physiologischen Bedingungen in Richtung Urethra verschlossen und kann durch den 

in den Nieren produzierten Harn über die Ureteren gefüllt werden. 

In dieser Phase ist der aus glatter Muskulatur bestehende Musculus sphincter urethrea 

internus sowie die glatte Muskulatur der Urethra durch die Freisetzung von 

Noradrenalin aus postganglionären sympathischen Fasern des aus dem Plexus 

hypogastricus entspringenden Nervus hypogastricus über α-Adrenozeptoren 

kontrahiert [1-8, 10, 43, 44].  
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Abbildung 3. Innervation der Harnblase und ihrer Sphinkteren während der Füllphase 
Schematische Darstellung der Innervation während der Füllphase. Die Blase ist in Richtung 
Urethra verschlossen und kann gefüllt werden. Der aus glatter Muskulatur bestehende M. 
sphincter urethrea internus wird durch Noradrenalin (NA) aus sympathischen Fasern des aus 
dem Plexus hypogastricus (nicht dargestellt) entspringenden N. hypogastricus über seine α-
Adrenozeptoren (α) kontrahiert. Parallel halten sympathische Fasern durch Noradrenalin 
(NA) über die Bindung an β-Adrenozeptoren (β) auf dem M. detrusor vesicae diesen 
entspannt. Zeitgleich erfolgt auch die Aktivierung des aus quergestreifter Muskulatur 
aufgebauten M. sphincter urethrae externus über nikotinische Acetylcholinrezeptoren 
(nAChR) durch den N. pudendus. Die Wandspannung wird durch aufsteigende Kollaterale 
über das periaquäduktale Grau (PAG) an das pontine Miktionszentrum (PMC) weitergeleitet, 
welches durch absteigende Bahnen mit dem sakralen parasympathischen Miktionszentrum 
bzw. sympathischen Miktionszentrum des Thorakolumbalmarks interagiert. Die 
übergeordnete Steuerung der Miktion erfolgt durch das frontale Blasenzentrum und weitere 
Hirnstrukturen. ON = Onuf-Kern; Blau = sensible; Gelb = somatomotorisch; Rot = 
sympathisch; Erstellt mit biorender.com 
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Abbildung 4. Innervation der Harnblase und ihrer Sphinkteren während der Miktion 
Schematische Darstellung der Innervation während der Miktion. Die Steigerung der 
Wandspannung führt zur Reduktion der sympathischen Aktivität und Aktivierung des 
parasympathischen Nn. pelvici splanchnici. Acetylcholin (ACh) wird freigesetzt und bindet an 
M2- und M3-Rezeptoren (M2, M3) auf dem M. detrusor vesicae. Parallel erfolgt die Hemmung 
des M. sphincter urethrea internus, durch Stickstoffmonoxid (NO), und das Ausbleiben der 
Aktivierung des M. sphincter urethrea exsternus was eine Erschlaffung der Sphinktere zur 
Folge hat. Die übergeordnete Steuerung der Miktion erfolgt durch Die übergeordnete 
Steuerung der Miktion erfolgt durch das frontale Blasenzentrum und weitere Hirnstrukturen. 
ON = Onuf-Kern; Blau = sensible; Gelb = somatomotorisch; Grün = parasympathisch; Erstellt 
mit biorender.com 
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Parallel halten sympathische Fasern mit gleichem Ursprung durch 

Noradrenalinfreisetzung über die Bindung an β-Adrenozeptoren auf dem Musculus 

detrusor vesicae diesen entspannt [1-8, 10, 43]. Somit unterstützt die Aktivierung des 

Sympathikus einen Verschluss der Harnblase. Zeitgleich erfolgt auch die Aktivierung 

des aus quergestreifter Muskulatur aufgebauten Musculus sphincter urethrae externus 

über nikotinische Acetylcholinrezeptoren (nAChR) durch den Nervus pudendus, die 

Zellkörper der dafür verantwortlichen Neurone befinden sich im Onuf-Kern (Nucleus 

Onuf) des Rückenmarks [2, 4, 5, 10, 22-27]. 

Die Steuerung und Aktivierung der Miktion erfolgt unter physiologischen Bedingungen 

über die Blasenfüllung. Die autonome Kontraktionssteuerung des Detrusormuskels 

führt zunächst durch intrinsische Mechanismen dazu, dass bei steigender Harnmenge 

die Relaxation des Detrusormuskels steigt. Hierdurch ist es möglich, dass trotz 

zunehmenden Blasenvolumens der Blasendruck zunächst konstant niedrig bleibt. Dies 

ermöglicht die Füllung der Blase. Aber bei immer weiter steigender Harnmenge, 

erhöhen sich allmählich auch der intravesikuläre Druck und dadurch die 

Wandspannung. Dies wird durch sensible Fasern in der Blasenwand wahrgenommen 

und an das Rückenmark weitergeleitet [1-6, 10, 22, 23, 45-47]. Hierbei sei zu 

bemerken, dass das Urothel eine wichtige Rolle bei der Signalwahrnehmung und 

Signalweiterleitung spielt. Die Expression verschiedener Rezeptoren [17, 48-61] 

ermöglicht es dem Urothel, eine Vielzahl von „sensorischen Inputs“ wahrzunehmen 

und auf diese zu reagieren. Hierzu gehören neben der erhöhten Dehnung während 

der Blasenfüllung auch lösliche Faktoren oder freigesetzte 

Mediatoren/Peptide/Transmitter aus Nerven, Entzündungszellen oder Blutgefäßen 

[62-65]. Die afferenten Signale nehmen zu, bis sie schließlich einen Schwellenwert 

erreichen, um einen Miktionsreflex auszulösen. Die Steigerung der Wandspannung 

führt zur Reduzierung sympathischer Aktivität und zur Aktivierung von 

parasympathischen Neuronen im Sakralmark. Die Aktivierung dieser efferenten 

Nerven induziert die Blasenentleerung [1-6, 10, 22, 23, 45-47]. Es wird Acetylcholin 

(ACh) aus dem postganglionären Fasern der parasympathischen Nervi pelvici 

splanchnici freigesetzt. ACh bindet an M2- und M3-Rezeptoren auf dem 

Detrusormuskel. Die Aktivierung der an Gq-Protein gekoppelten M3-Rezeptoren führt 

direkt zur Kontraktion des Muskels [2, 10, 43, 66-69]. Die Aktivierung der M2-

Rezeptoren hingegen führt zur Aktivierung der gekoppelten Gi-Proteine. Dies führt zu 
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einer indirekten Kontraktion. Durch die Aktivierung Gi-Proteine wird die Aktivität der 

durch β-Adrenozeptoren induzierten Adenylatcyclase reduziert und somit die 

Relaxation aufgehoben. Zeitgleich erfolgt die parasympathische koordinierte 

Relaxation des Musculus sphincter urethrae internus und der glatte Muskulatur der 

Urethra, durch die Freisetzung von Stickstoffmonoxid, was eine Erschlaffung des 

Sphinkters und der glatten Muskulatur der Urethra zur Folge hat [2, 9, 43, 70-74]. Dies 

ermöglicht die Miktion. Somit sorgt die Aktivierung des Parasympathikus über eine 

Erregung der Blasenwandmuskulatur für eine Entleerung der Harnblase. Da die 

Miktion aber willkürlich gesteuert werden kann, muss zunächst eine Freigabe durch 

die übergeordneten Regulationszentren erfolgen. Steigende Wandspannung wird 

durch aufsteigende Kollaterale über das periaquäduktale Grau an das pontine 

Miktionszentrum der Formatio reticularis weitergeleitet, welches die Freigabe oder 

Hemmung von Miktion durch absteigende Bahnen zum sakralen parasympathischen 

Miktionszentrum bzw. sympathischen Miktionszentrum des Thorakolumbalmarks 

steuert. Die Steuerung des pontinen Miktionszentrums erfolgt durch das 

periaquäduktale Grau [2, 28, 38, 41, 42]. Dieses wiederrum wird übergeordnet 

gesteuert durch das frontale Blasenzentrum (Regelkreislauf: 

Thalamus/Insula/vorderer Gyrus cinguli/Gyrus frontalis superior medialis) [2, 28-38], 

subkortikale Mechanismen, die parahippocampale Strukturen mit einbeziehen [2, 10, 

39] und dem anterioren Cingulus im Zusammenspeil mit dem supplementärmotorische 

Kortex [2]. An der Steuerung scheinen aber auch der Hypothalamus [2, 37], die 

Basalganglien, der parietale Kortex, das limbischen System und das Kleinhirn beteiligt 

zu sein [2, 40]. Bemerkenswert hierbei ist, dass die Blasenentleerung über das 

vegetative Nervensystem abläuft, aber über höhere Zentren willkürlich gesteuert wird. 

Es ist einer der seltenen Fälle, dass  eine willkürliche Kontrolle über vegetative 

Steuerzentren erfolgt [17-21]. 

 

1.5 Geschmackswahrnehmung  

Die klassische Geschmackswahrnehmung findet über die oropharyngealen 

Geschmacksknospen statt. Bitter, süß, umami, salzig, sauer und fettig sind die sechs 

Geschmacksqualitäten, die von Geschmacksknospen erkannt werden [75-77]. Eine 

Geschmacksknospe besteht aus 50 bis 100 einzelnen Zellen und ist aus 
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verschiedenen Zelltypen aufgebaut [77]. Diese werden an Hand von ultrastrukturellen 

Eigenschaften, Proteinexpressionsprofilen und ihren unterschiedlichen Funktionen 

bzw. Eigenschaften in Geschmackszellen des Typs I bis III und Basalzellen eingeteilt. 

Typ-I-Geschmackszellen haben eine unterstützende Funktion und verschiedene 

Eigenschaften, die auch Gliazellen aufweisen. Zudem konnte gezeigt werden, dass 

Typ-I-Geschmackszellen auf Salz reagieren [78]. Typ-III-Geschmackszellen sind für 

die Wahrnehmung von sauer und salzig wichtig [79-86]. Basalzellen sind die 

Vorläuferzellen, die sich in Geschmackszellen differenzieren [87]. In Typ-II-

Geschmackszellen in den oropharyngealen Geschmacksknospen wird die 

Wahrnehmung von bitter, süß und umami durch die kanonische 

Geschmackstransduktionskaskade vermittelt.  

   

 

Abbildung 5. Geschmackstransduktionskaskade  
Schematische Darstellung der aus Geschmacksknospen bekannten kanonischen 
Geschmackstransduktionskaskade. Geschmacksrezeptoren (TasR), das 
geschmacksspezifische G-Protein α-Gustducin, die Phospholipase Cβ2 (PLCβ2), der 
Kationenkanal TRPM5 (transient receptor potential cation channel, subfamily M, member 5), 
DAG, Diacylglycerin; ER, endoplasmatisches Retikulum; IP3, Inositoltrisphosphat; [I].  

   

Hierzu zählen die G-Protein-gekoppelten Geschmacksrezeptoren (TasR), die 

geschmacksspezifische G-Protein α-Untereinheit α-Gustducin, die Phospholipase Cβ2 

(PLCβ2) und der Kationenkanal TRPM5 (transient receptor potential cation channel, 

subfamily M, member 5) [75] (Abbildung 5.). Lange Zeit ging man davon aus, dass 

jeder Geschmacksmodalität (bitter, süß und umami) einer Untergruppe von 

Geschmackszellen zugeordnet ist und sich die jeweiligen Geschmacksmodalitäten 

gegenseitig ausschließen. Beispielsweise würde eine süßempfindliche Typ-II-Zelle 
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Süßrezeptoren exprimieren, aber nicht Bitter- oder Umami-Rezeptoren und umgekehrt 

[87]. Dies scheint für Typ-II-Geschmackszellen auch der Fall zu sein. Kürzlich wurde 

aber nachgewiesen, dass eine Subpopulation von Typ-III-Geschmackszellen, 

sogenannte BR-(broadly responsive)-Geschmackszellen, einen polymodalen 

Charakter aufweisen und auf mehrere Stimuli (bitter, süß, sauer und umami) reagieren 

[79]. 

Die Tas1R-Familie hat nur drei Mitglieder (Tas1R1, Tas1R2 und Tas1R3). Süße 

Verbindungen werden durch das Tas1R2/Tas1R3-Heterodimer erkannt, während das 

Tas1R1/Tas1R3-Heterodimer einen Umami (z.B. Glutamat)-Rezeptor darstellt [88-91]. 

Hierbei sei zu erwähnen, dass einige Studien dafür sprechen, dass an der 

Wahrnehmung von Umami auch metabotrope Glutamat-Rezeptoren (mGluR), vor 

allem der mGluR-4 und mGluR-1, die in Geschmackszellen exprimiert werden, beteiligt 

sind [92-96] und es zur Wahrnehmung von süß einen alternativen Tas1R-

unabhängigen Signalweg gibt [97]. 

Die Wahrnehmung von Bittersubstanzen erfolgt über die Tas2R-Familie. Sie besitzt je 

nach Spezies ca. 40 Mitglieder [98-101]. In den Typ-II-Geschmackszellen der 

Geschmacksknospe führt die Stimulation der Geschmacksrezeptoren zur Aktivierung 

der angeschlossenen kanonischen Geschmackstransduktionskaskade. An die oben 

genannten Rezeptoren sind heterotrimere G-Proteine gekoppelt. Im nicht aktivierten 

Zustand sind die G-Proteine, bestehend aus α-Gustducin und einem βγ-Dimer, fest mit 

Guanosindiphosphat (GDP) verbunden. Kommt es zur Aktivierung am 

Geschmacksrezeptor wird GDP durch Guanosintriphosphat (GTP) ersetzt und das G-

Protein zerfällt. Das βγ-Dimer aktiviert PLCβ2, dies führt zur Spaltung von PIP2 in IP3 

und DAG. IP3 aktiviert IP3-Rezeptoren des Typs 3. Die Aktivierung dieser im ER 

lokalisierten Calciumkanäle, führt zum Ausstrom von Calcium-Ionen aus dem ER. In 

Folge wird die intrazelluläre Calciumkonzentration ([Ca2+]i) erhöht und der Ionenkanal 

TRPM5 geöffnet und die Zelle depolarisiert. In Typ-II-Geschmackszellen führt die 

Depolarisation zur Freisetzung des in diesem Fall als Transmitter dienenden 

Adenosintriphosphat (ATP) über Hemikanäle, wie den spannungsgesteuerten ATP-

Freisetzungskanal CALHM1 (calcium homeostasis modulator 1), der erforderlich für 

die Wahrnehmung von süß, bitter und umami ist [75, 102-105]. Dies führt zu 

Aktivierung von Typ-III-Geschmackszellen, die neben ihrer Rolle als Detektoren für 

sauer und salzig auch eine Funktion als präsynaptische Mediatorzellen zur 
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Weiterleitung der Signale von Typ-II-Geschmackszellen haben [87] und zu direkten 

Erregung von sensorischen Nervenfasern über Kanalsynapsen (channel 

synapses)[104, 106-110]. 

Andere Klassen von G-Protein-gekoppelten Rezeptoren sprechen auf kurz- und 

langkettige Fettsäuren an [75]. Im Gegensatz dazu öffnen Säuren (Protonen) und 

Salze (Natriumchlorid) Ionenkanäle, was direkt zu einer Depolarisation der 

Geschmackszelle führt. Als Kandidaten für saure Geschmacksrezeptoren wurden 

nichtselektive Kationenkanäle vorgeschlagen, die durch die Proteine PKD2L1 

(polycystic kidney disease 2-like 1) und PKD2L3 (polycystic kidney disease 2-like 3) 

gebildet werden [75, 84, 111, 112]. Allerdings zeigten Knockout-Maus-Experimenten, 

dass diese Tiere nur eine verringerte, nicht aber eine ausbleibende Reaktion auf pH- 

Wert-Veränderungen haben [113, 114]. Knockout-Maus-Experimenten mit Tieren 

ohne funktionellem OTOP1 (Otopetrin 1) hingegen zeigen keine Reaktion auf 

Veränderungen des pH-Wertes [115, 116]. Deshalb wird davon ausgegangen, dass 

der Ionenkanal OTOP1 primär für die Wahrnehmung der Geschmacksqualität sauer 

verantwortlich ist [117].  

Frühere Studien haben gezeigt, dass Amilorid-sensitive NaCl-Antworten in einem 

Zelltyp auftreten, der weder eine Typ II- noch Typ III-Zelle ist [118, 119], aber 

möglicherweise Typ I-Zellen [78] oder ein einzigartiger Zelltyp [120]. Ein Ionenkanal, 

der auch in Typ-I-Geschmackszellen vorhanden ist und von dem angenommen wird, 

dass er die Salzwahrnehmung vermittelt, ist der Amilorid-sensitive epitheliale 

Natriumkanal ENaC (epithelial Na-channel; auch SCNN1: sodium channel non-

neuronal 1) [118, 121-125]. ENaC ist üblicherweise ein Heteromer, aufgebaut aus den 

drei Untereinheiten α, β und γ [126]. Die drei Untereinheiten werden durch die Gene 

Scnn1a, Scnn1b und Scnn1c codiert. Der Mensch hat noch eine vierte Untereinheit 

(δ), deren Funktion aber noch nicht geklärt werden konnte [127]. Allerdings scheint 

auch eine ENaC bzw. nicht amilorid-sensitive Perzeption von salzig möglich [122]. 

Zudem gibt es Hinweise, dass die Salzwahrnehmung auch über Typ-III-

Geschmackszellen erfolgen könnte [79, 82, 128]. Hierfür sprechen Expressions- sowie 

Funktionsanalysen, die auch gegen die rein ENaC-vermittelte Wahrnehmung von Salz 

sprechen [129]. Hierbei wurde α-ENaC hauptsächlich in Geschmackszellen vom Typ 

III gefunden. β-ENaC hingegen wurde hauptsächlich in Typ-I- und einigen Typ-II-Zellen 

gefunden. 



Einleitung 

 

 

 

22 

 

   

 

 

Abbildung 6. Geschmackswahrnehmung 
Die Geschmackswahrnehmung der sechs Geschmacksqualitäten (süß, bitter, umami, fettig, sauer und 
salzig) erfolgt durch spezifische Rezeptoren. Süße Verbindungen werden primär durch das 
Tas1R2/Tas1R3-Heterodimer erkannt, während das Tas1R1/Tas1R3-Heterodimer einen Umami (z.B. 
Glutamat)-Rezeptor darstellt. Die Wahrnehmung von Bittersubstanzen erfolgt über die Tas2R-Familie. 
Salzwahrnehmung erfolgt über den amilorid-sensitiven epithelialen Natriumkanal ENaC und 
Sauerwahrnehmung erfolgt über OTOP1. Die Wahrnehmung von Fett wird mit CD36, GPR40 und 
GPR120 in Verbindung gebracht. Adaptiert aus [75]. 

   

 

γ-ENaC wurde hauptsächlich in Typ-II-Zellen gefunden, mit geringen Mengen in Typ-

III- und Typ-I-Zellen. Interessanterweise exprimierte keine einzige Geschmackszelle 

sowohl α-ENaC als auch β-ENaC [120, 129]. Folgerichtig wäre die Ausbildung eines 

funktionstüchtigen Heteromers in Geschmackszellen nicht möglich. α-ENaC scheint 

für die funktionelle Integrität des Ionenkanals essenziell, da die amilorid-sensitiven 

Reaktionen im Knockout aufgehoben werden. Eine mögliche Erklärung besteht darin, 

dass Typ-I-Zellen möglicherweise niedrige Mengen an α-ENaC und γ-ENaC unterhalb 
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des Detektionslevels exprimieren. Diese würden sich dann mit β-ENaC verbinden und 

einen funktionellen Kanal in Typ-I-Zellen bilden. Eine weitere Möglichkeit wäre die aus 

Experimenten bekannte Ausbildung amilorid-sensitiver Homomere aus ENaCα-

Untereinheiten [130, 131]. Die Wahrnehmung von Fett scheint durch eine Kombination 

von Somatosensorik und Gustatorik zu erfolgen. Früher ging man davon aus, dass die 

Wahrnehmung von Fett nur über seine Textur und somit somatosensorisch erfolgt [75]. 

Es konnten aber spezifische Membranrezeptoren, wie CD36 (cluster of differentiation 

36; auch FAT: fatty acid translocase), GPR40 (G-protein coupled receptor 40; auch 

FFAR1: Free fatty acid receptor 1) oder GPR120 (G-protein coupled receptor 120; 

auch FFAR4: Free fatty acid receptor 4), die für den Nachweis von Fettsäuren 

essentiell sind, in Sinneszellen in den Geschmacksknospen nachgewiesen werden 

[132-136] und zudem gezeigt werden, dass freie Fettsäuren Sinneszellen in den 

Geschmacksknospen stimulieren [132, 137, 138]. Somit kann auch fettig als eine 

weitere Geschmacksqualität angesehen werden [139]. Eine Übersicht, welche 

Rezeptoren bzw. Proteine oder Mechanismen zur Wahrnehmung der sechs 

Geschmacksqualitäten verwendet werden, wird in der Abbildung 6. gezeigt.   

 

1.6 Chemosensorische Wächterzellen 

Bei Säugetieren enthalten die Schleimhäute der Atemwege und des Magen-Darm-

Trakts spezielle solitäre Epithelzellen mit flaschenähnlicher Gestalt. Aufgrund ihres 

charakteristischen Bürstensaums am apikalen Ende aus Mikrovilli werden sie als 

"Bürstenzellen” bezeichnet [140-143].  

Mittels Antikörpernachweis wurde Villin, ein Strukturprotein dieser Mikrovilli, als ein 

charakteristischer Marker für diese Bürstenzellen definiert [140]. Neuere Daten weisen 

allerdings daraufhin, dass es sich auch um das Strukturprotein Advillin handeln könnte. 

Somit wäre die Markierung eine Folge einer Kreuzreaktivität der verwendeten 

Antikörper [144]. Ursprünglich wurde dieser Zelltyp allein aufgrund seiner 

charakteristischen Ultrastruktur identifiziert. Rhodin und Dalhamn beschrieben 1956 

erstmals mittels  Elektronenmikroskopie im Trachealepithel der Ratte einen seltenen 

Zelltyp ohne Flimmerhärchen, statt dessen mit bürstenartigen Fortsätzen, die sie 

veranlassten, diese Zelle als „Bürstenzelle“ zu bezeichnen [141]. Zellen mit ähnlicher, 

wenn nicht völlig identischer Ultrastruktur, wurden an verschiedenen Stellen der 
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oberen Atemwege und im Magen-Darm-Trakt gefunden [140, 145-149]. Sowohl aus 

historisch gewachsenen als auch aus morphologischen Gründen werden diese Zellen 

in unterschiedlichen anatomischen Organsystemen unterschiedlich benannt. Im Darm 

etablierte sich die Nomenklatur "tuft (Büschel)" oder "tuft cells (Büschelzellen)" [150, 

151]. In den oberen Atemwegen werden diese Zellen bevorzugt als „solitäre 

chemosensorische Zellen“ bezeichnet [152, 153]. Erste Hinweise auf ihre 

chemosensorische Funktion ergaben sich aus dem immunhistochemischen Nachweis 

des geschmacksspezifischen G-Proteins α-Gustducin in diesen Zellen [147, 152]. In 

der Zwischenzeit zeigten strukturelle, histochemische und 

Einzelzellsequenzierungsdaten mehrere einzigartige charakteristische Merkmale, die 

unterschiedliche Zellpopulationen innerhalb und zwischen Organen definieren [154-

158]. Neben α-Gustducin wurden auch andere Komponenten der kanonischen 

Geschmackstransduktionskaskade (siehe 1.3.) in den Bürstenzellen der Atemwege 

und des Magen-Darm-Traktes identifiziert. Hemmung von Komponenten der 

Geschmackstransduktionskaskade, wie zum Beispiel die Hemmung von PLCβ2 oder 

TRPM5, oder die genetische Deletion von TRPM5 schwächte die Reaktion von 

Bürstenzellen auf bittere Reize ab [159-162]. Bei genetischer Deletion von TRPM5 

geht im Infektionsmodell mit Helminthen der natürliche Abwehrmechanismus des 

Magen-Darm-Trakts gegen Würmer verloren [151]. Dies legt nahe, dass die 

Rezeptoren und Transduktionsmechanismen in Typ-II-Geschmackszellen und 

extraoralen chemosensorischen Zellen sehr ähnlich sind. Allerdings ist zu bemerken, 

dass während Typ-II-Geschmackszellen ATP als primären Botenstoff verwenden, 

zumindest Bürstenzellen der Atemwege ACh als Botenstoff nutzen. Hierzu exprimieren 

sie das ACh synthetisierende Enzym Cholinacetyltransferase (ChAT) [155, 162, 163]. 

Ein weiterer eindeutig identifizierter Bürstenzellmarker ist DCLK1 (Doublecortin-like 

kinase 1; Synonym: Doublecortin and CaM kinase-like 1 [DCAMKL1]) [164-168]. 

Inzwischen ist bekannt, dass diese Zellen mit Hilfe verschiedener Rezeptoren und der 

kanonischen Geschmackstransduktionskaskade mögliche Schadstoffe, wie "bittere" 

Bakterienprodukte, virulenz-assoziierte Formyl-Peptide oder Helminthen, in der 

Schleimhautflüssigkeit detektieren und gezielt protektive Mechanismen, wie den 

Verschluss von Gängen, die in benachbarte Kompartimente führen 

(Vomeronasalorgan), Atemreflexe, tracheale mukoziliäre Reinigung (mucociliary 

clearance), neurogene Entzündungen oder Typ-2-Immunantworten [140-143, 151-
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153, 155, 157, 161, 162, 167, 169-171], einleiten, um das weitere Eindringen der 

potenziell schädlichen Substanzen zu verhindern. Hierzu setzen sie nach Stimulation 

ACh frei, um benachbarte sensorische Nervenendigungen und andere Zellen durch 

cholinerge Signalübertragung zu beeinflussen [155, 162, 163]. Deshalb wird 

Bürstenzellen eine Rolle als Wächterzellen zugesprochen. Sie sind besonders häufig 

an anatomischen Eintrittsstellen in den Körper, wie den oberen Atemwegen (Eingang 

in die gesamten Atemwege) [160, 172], in der Tuba auditiva (Eingang zum Mittelohr) 

[149], Nasenöffnung des Ductus vomeronasalis [161], Gallenblase, Gallen- und 

Pankreasgang (Verbindung von Darm zu Leber und Gallenblase bzw. 

Bauchspeicheldrüse), dem Gastrointestinaltrakt [140, 145, 173-175], der Konjunktiva 

[176] und dem gingivalen Saumepithel [177] zu finden. Bürstenzellen konnten auch im 

Thymus detektiert werden [178]. Alle diese Zellen sind eng miteinander verwandt, 

obwohl es organspezifische Unterschiede gibt [77, 157, 179, 180]. Entsprechend ihrer 

Wächterfunktion nimmt die Anzahl der Bürstenzellen mit zunehmendem Abstand von 

Eingang, zumindest in den Atemwegen, ab. In der Maus gibt zahlreiche Bürstenzellen 

in der Nase und fast keine mehr in den intrapulmonalen Atemwegen [181]. Dies weist 

auf ein allgemeines Prinzip hin, bei dem chemosensorische Wächterzellen im 

Eingangsbereich zur äußeren Umgebung oder inneren Körperoberflächen mit 

bakterieller Besiedlung vorkommen und entscheidende Elemente des angeborenen 

mukosalen Immunsystems darstellen [164, 181-185]. Vor diesem Hintergrund war ein 

ähnliches bürstenzellbasierendes Wächtersystem in den Harnwegen zu erwarten. 

 

1.7 Die solitären Zellen der Urethra 

Im Urethralepithel befinden sich neuroendokrine Zellen. Hierbei handelt es sich um 

solitäre Zellen, die morphologisch durch elektronenmikroskopisch sichtbare Vesikel im 

basalen Zellbereich charakterisiert sind. Diese auch als Paraneurone  bezeichneten 

Zellen können durch die Expression von Tryptophanhydroxylase (Synthese von 

Serotonin), Chromogranin A (sekretorisches Vesikelprotein) und Protein Gene Product 

9.5 (neuronaler Marker) molekular identifiziert werden [62, 186-202]. Sie wurden 

erstmals 1951 von Feyrter in der Urethra beschrieben. Feyrter bezeichnete sie als 

„Helle Zellen“ aufgrund ihres „chromophoben“ Charakters in Standardfärbungen [203, 

204]. Durch Formaldehydbehandlung fluoreszieren diese Zellen aufgrund des Amins 



Einleitung 

 

 

 

26 

 

Serotonin, genauso wie die enterochromaffinen Zellen des Magen-Darm-Traktes, gelb 

und werden mit chromsalzhaltigen Lösungen schwarz gefärbt [205, 206]. Deshalb 

wurden sie früher auch als urethrale chromaffine Zellen bezeichnet [191, 192, 207-

209]. Ein weiterer bislang unbekannter solitärer Zelltyp ist Gegenstand dieser Arbeit. 

 

1.8 Klinische Relevanz dieser Arbeit 

Davon ausgehend, dass es sich bei dem bislang unbekannten solitären Zelltyp auch 

um eine chemosensorische Wächterzelle handelt, die als Abwehrmechanismus die 

Miktion beeinflusst, gibt zwei klinisch relevante Aspekte, die in direkter Verbindung mit 

dieser Arbeit stehen: Harnwegsinfekte und das Syndrom der überaktive Blase. 

 

1.8.1 Das Syndrom der überaktive Blase 

Das Syndrom der überaktiven Blase (auch hyperaktive Blase, früher: Reizblase oder 

nervöse Reizblase; overactive bladder (OAB) syndrome) ist eine häufige funktionelle 

Störung der Blasenfunktion, die etwa 12–16% der Bevölkerung in den westlichen 

Ländern und Millionen von Menschen weltweit betrifft [210-213]. Diese funktionelle 

Störung hat keine bekannte organpathologische Grundlage. Betroffene leiden unter 

ständigem Harndrang und überdurchschnittlich häufiger Blasenentleerung (Polyurie); 

hierbei handelt es sich meist um die häufige Abgabe kleiner Urinmengen (Pollakisurie). 

Dies ist oft mit Harninkontinenz und oder nächtlichem Harnlassen (Nykturie) assoziiert 

[213-217]. Die Ursachen für das OAB-Syndrom sind multifaktoriell und bislang noch 

nicht vollständig geklärt [218]. Mit einem OAB-Syndrom ist oftmals, aber nicht 

zwingend, eine fehlerhafte Steuerung und damit einhergehend eine fehlerhafte 

Kontraktion und somit eine messbare Überaktivität des Detrusormuskels, d.h. eine 

Detrusorhyperaktivität verbunden. Während der Füllungsphase ist der Detrusormuskel 

normalerweise entspannt und die Blase kann sich ausdehnen. Bei Betroffenen ist dies 

nicht der Fall. Der Detrusormuskel kontrahiert bei Menschen mit OAB-Syndrom schon 

in der Füllungsphase, auch wenn keine oder nur kleine Mengen Urin in der Blase 

vorhanden sind. Das Zusammenziehen löst Harndrang aus, der von den Betroffenen 

meist nicht unterdrückt werden kann. Das OAB-Syndrom wird derzeit häufig mit 

Antagonisten von mAChR behandelt [43, 69, 219-221]. In Deutschland zugelassene 

Substanzen sind Darifenacin (M3-Rezeptor-Antagonist), Fesoterodin (M2/3-Rezeptor-
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Antagonist), Oxybutinin (M1/2/3-Rezeptor-Antagonist), Propiverin (M2/3-Rezeptor-

Antagonist), Solifenacin (M3-Rezeptor-Antagonist), Tolterodin (M2/3-Rezeptor-

Antagonist), Trospiumchlorid (M2/3-Rezeptor-Antagonist; Keine ZNS-Nebenwirkung) 

[219, 222-250]. Die zugrunde liegende Idee hierbei ist, dass während der Füllphase 

durch die Blockade der mAChR des Detrusormuskels die pathophysiologischen 

Kontraktionen gehemmt werden [247]. Ein weiteres Leitsymptom der OAB ist der 

imperative Harndrang, welches auch durch die Therapie mit Antimuskarinika gelindert 

wird [247, 251]. Die Grundlage dieses Symthome ist wohl auch eine Kontraktion des 

Detrusormuskels bereits in der Füllphase. Weil Antimuskarinika sowohl zur Linderung 

der Polyurie als auch zur Linderung des imperativen Harndrangs führen, muss unter 

pathophysiologischen Bedingungen ACh auch in der Füllphase freigesetzt werden. 

Unter physiologisch Bedingungen wird in der Füllphase allerdings kein ACh aus den 

parasympathischen Nerven, die den Detrusormuskel innervieren, freigesetzt [252]. 

Eine mögliche Erklärung hierfür ist, dass es noch eine weitere nicht-neuronale Quelle 

für ACh gibt. Eine pathologische Steigerung der ACh Freisetzung aus dieser nicht-

neuronalen ACh-Quelle stellt eine mögliche Erklärung für die Detrusorüberaktivität dar.  

 

1.8.2 Harnwegsinfekte 

Die ableitenden Harnwege und somit auch die Urethra sind aber nicht nur einfache 

muskuläre Röhren zur Speicherung und Abgabe von Harn. Aufgrund ihrer direkten 

Verbindung zur Außenwelt stellen sie eine potentielle Eintrittspforte für toxische 

Substanzen und Mikroben dar [253].  

Harnwegsinfekte (urinary tract infection; UTI) gehören zu den häufigsten bakteriellen 

Infektionen weltweit und werden multifaktoriell in ihrer Entstehung beeinflusst [254, 

255]. Zu UTI zählen Infektionen der Urethra (Urethritis), der Blase (Zystitis), des 

Ureters (Ureteritis) und der Nieren (Pyelonephritis). Angesichts der Häufigkeit der 

Erkrankung ist es von entscheidender Wichtigkeit, mehr über die Grundlagen der 

Bakterien-Wirt-Beziehung und die Mechanismen im Körper zu erfahren, die sich bei 

einer UTI abspielen. Dieses Verständnis könnte später die Grundlage für neue 

alternative Therapien und Therapieansatzpunkte bilden. Hauptauslöser von 

Entzündungen im Urogenitaltrakt sind durch Bakterien verursachte UTI. Für UTI ist ein 

aszendierender Verlauf typisch. Die Keime gelangen durch Schmierinfektion zur 
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äußeren Harnröhrenöffnung und wandern die Urethra hinauf in die Harnblase oder bis 

in die Niere, wo sie zu einer Zystitis bzw. Pyelonephritis führen. Uropathogene 

Escherichia coli (UPEC) sind für 75 bis 95% der UTI weltweit verantwortlich [256, 257]. 

Sie gehören zur Familie der Enterobakterien. Sie sind gerade, sporenlose, 

gramnegative Bakterien, die unter fakultativ anaeroben Bedingungen wachsen. Es ist 

bekannt, dass Bakterien bitterrezeptoraktivierende Substanzen produzieren und 

sezernieren [159, 258, 259]. In bakteriellen Biofilmen können solche Substanzen eine 

Konzentration von bis zu 600 µM erreichen [260]. Biofilme werden unter anderem von 

gramnegativen Bakterien wie Pseudomonas aeruginosa produziert, die für den 

größten Teil der katheterassoziierten Harnwegsinfekte verantwortlich sind [261]. Der 

Glutamatmetabolismus unterstützt das pathogene Potential von Proteus mirabilis im 

Harnwegsbereich [262], und freie Aminosäuren (“umami”) erleichtern das 

Bakterienwachstum im Urin [263].  
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2 Zielsetzung dieser Arbeit  

Ausgehend von der Hypothese, dass es an verschiedenen Eingängen in den Körper 

chemosensorische Zellen mit Wächterfunktion gibt, war es Ziel dieser Arbeit zu klären, 

ob es in der Urethra neben den bereits bekannten neuroendokrinen Zellen noch einen 

weiteren bürstenzell-ähnlichen Zelltyp gibt. Folgende initiale Hypothese wurde im 

Rahmen dieser Forschungsarbeit adressiert: 

 

1. Es gibt Bürstenzellen im Epithel der Urethra → [I] 

 

Nach der Entdeckung der „urethralen Bürstenzellen (UBC)“ folgte die 

Charakterisierung dieser erstmals identifizierten Zellen. Da bei Bürstenzellen des 

Respirationstraktes eine morphologische und molekulare Ähnlichkeit zu 

Geschmackszellen festgestellt werden konnte, fokussierte sich die initiale 

Charakterisierung der neuendeckten UBC auf die Hypothese, dass es sich auch hier 

um chemosensorische Wächterzellen handelt, die mittels Geschmacksrezeptoren und 

Elementen der Geschmackssignaltransduktionskaskade entscheidend an der 

Detektion und Abwehr von eindringenden Noxen und Keimen beteiligt sind. 

Der Name „urethrale Bürstenzelle“ wurde aufgrund ihrer hohen Ähnlichkeit zu 

Bürstenzellen, die bereits aus dem Respirationstrakt, dem Magen-Darm-Trakt und den 

Gallenwegen bekannt waren, gewählt. Im Laufe der Arbeit stellte sich heraus, dass es 

sich bei den urethralen Bürstenzellen aber um mindestens zwei unterschiedliche 

Zellpopulationen handelt. 

UBC oder urethrale cholinerge chemosensorische Zellen (UCCC), die Gegenstand 

dieser Arbeit sind, definiert durch die Expression von Advillin bzw. Villin, ChAT und der 

Geschmackstransduktionskaskade und weiteren Bürstenzellmarkern, werden im 

Folgenden als UCCC oder aus historisch gewachsenen Gründen als UBC bezeichnet. 

Die zweite Population ist zwar mittels Antikörpern gegen Villin markierbar, hat aber 

weder ChAT noch die Komponenten der Geschmackstransduktionskaskade. Es 

handelt sich daher um nicht-cholinerge Bürstenzellen.  

Die Charakterisierung von UCCC wurde im Rahmen dieser Forschungsarbeit mittels 

folgender Hypothesen durchgeführt (Die Ziffern verweisen auf die zugehörigen 

Original- und Übersichtsarbeiten). 
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2. UCCC exprimieren Elemente der Geschmackswahrnehmung → [I], [IV] 

3. UCCC sind polymodale Chemosensoren → [I], [IV] 

4. UCCC verwenden Acetylcholin als Botenstoff für parakrine und 

autokrine Signalübertragungen → [I], [III]  

5. UCCC lösen neuronale Reflexe aus → [I]  

6. UCCC sind in verschiedenen Säugetierspezies präsent → [I], [II] 

7. UCCC entstehen postnatal und es gibt einen geschlechtsspezifischen 

Unterschied in der Entwicklung → [V] 

8. Das Protein MyD88 und Toll-like Rezeptoren haben einen Einfluss auf die 

Entwicklung von UCCC → [V] 

9. UCCC sind chemosensorische Wächterzellen, initiieren 

Abwehrmechanismen und beeinflussen die Miktion → [I], [III-VII] 
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3 Ergebnisse und Diskussion 

3.1 Es gibt Bürstenzellen im Epithel der Urethra 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

Um initial zu klären, ob es urethrale Bürstenzellen gibt, wurden zwei unabhängig 

erzeugte Reporter-Mausstämme [264, 265] verwendet. Hierbei handelt es sich um 

ChAT-eGFP-Mausstämme. In diesen gentechnisch veränderten Mausstämmen ist 

hinter einem zusätzlichen artifiziell ins Genom der Mäuse eingebrachten Promotor des 

ChAT-Gens das Gen eines grünfluoreszierenden Proteins (eGFP) eingefügt. 

Hierdurch wird in diesen Reporter-Mausstämmen in jeder Zelle, in der ChAT exprimiert 

wird, auch das über Fluoreszenz detektierbare eGFP exprimiert. Beim Screening von 

Gewebeschnitten und Gesamtgewebepräparaten (whole mounts) der Urethra und des 

restlichen Urogenitaltrakts dieser ChAT-Reporter-Mausstämme konnten erstmals 

solitäre ChAT-positive Zellen im Epithel der Urethra identifiziert werden. Die ChAT-

eGFP+-Zellen waren aber nur im Epithel der Urethra, nicht im Epithel des 

Nierenbeckens, des Harnleiters, der Harnblase oder des Beckensegments des Vas 

deferens zu finden (Abbildung 7.). Zudem konnten diese Zellen bei männlichen 

Mäusen in den Ausführungsgängen der Prostata, Bläschendrüse, Koagulationsdrüsen 

sowie bei männlichen und weiblichen Mäusen in den Ausführungsgängen der 

periurethralen Drüsen jeweils in der Nähe der Öffnung zur Urethra, nicht aber in den 

Drüsen selbst, gefunden werden. Die Form der Zellen variiert von der typischen 

flaschenartigen Struktur, bekannt von den trachealen Bürstenzellen, mit einer breiten 

Basis an der Basalmembran und einer länglichen Spitze, die Richtung Lumen reicht, 

bis hin zu komplexeren Morphologien mit schlanken Fußfortsätzen, die direkt auf die 

Basallamina reichen oder sich ihr schräg annähern. Es konnten auch Zellen mit 

horizontal ausgerichtetem Zellkörper identifiziert werden, bei denen unklar bleibt, ob 

sie Kontakt zum Lumen der Urethra haben (Abbildung 8.). 
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Abbildung 7. Cholinerge Epithelzellen in der Urethra 
Gewebeschnitte der Urethra und des restlichen Urogenitaltrakts von ChAT-eGFP-Mäusen. 
Solitäre ChAT-eGFP+-Zellen konnten nur im Epithel der Urethra identifiziert werden. Sie 
wurden nicht im Epithel des Nierenbeckens, des Harnleiters, der Harnblase gefunden. Das 
eGFP-Signal (grün) wurde mittels Cy3-konjugiertem Antikörper (orange) verstärkt. In allen 
anderen Teilen der Harnwege wurden cholinerge Nervenfasern (Pfeile) durch 
Antikörpermarkierung sichtbar. Hierbei wurden jedoch keine ChAT-eGFP-exprimierenden 
Epithelzellen sichtbar; [I]. 

   

Bei den Bürstenzellen handelt es sich nicht um neuroendokrine Zellen. Dies konnte 

anhand von Doppelmarkierungen mit Antikörpern gegen spezifische Marker von 

neuroendokrinen Zellen - Serotonin (Produkt der Tryptophanhydroxylase), 

Chromogranin A (sekretorisches Vesikelprotein) oder Protein Gene Product 9.5 

(neuronaler Marker) – und Antikörpern gegen Bürstenzellmarker (Villin) oder Marker 

für cholinerge Bürstenzellen (ChAT) ermittelt werden. Ob urethrale Bürstenzellen 

Villin, Advillin oder beides exprimieren, ist zurzeit nicht eindeutig geklärt. Bei beiden 

Proteinen handelt es sich um Mikrovillusstrukturproteine mit einer sehr hohen 

Ähnlichkeit. Daher können Kreuzreaktivitäten der verwendeten Antikörper nicht 

endgültig ausgeschlossen werden. Daten aus Bürstenzellpopulationen des 

Gastrointestinaltrakts weisen auf eine Expression von Advillin hin [144].  

ChAT 
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Abbildung 8. Morphologie der urethralen ChAT-eGFP+-Zellen  
Gewebeschnitt der Urethra einer ChAT-eGFP-Maus zur Darstellung der komplexen 
Morphologie der urethralen ChAT-eGFP+-Epithelzellen (grün). Die Aufnahme wurde mittels 
Z-Stack erstellte, überlagerte und auf eine Z-Ebene reduzierte. Die Form der Zellen variiert 
von der typischen flaschenartigen Struktur mit einer breiten Basis und einer länglichen Spitze, 
die Richtung Lumen reicht, bis hin zu komplexeren Morphologien mit schlanken 
Fußfortsätzen. Es sind auch Zellen mit horizontal ausgerichtetem Zellkörper zusehen. 
Autofluoreszenz des Urethraepithels ist in Rot sichtbar. Die Aufnahme wurde mit einem 
Konfokalen-Laser-Scanning-Mikroskops aufgenommen.  

   

Es wurden zwei Villin-immunreaktive Zellpopulationen identifiziert: cholinerge und 

nicht-cholinerge Bürstenzellen (Abbildung 9.). Solitäre chemosensorische Zellen 

waren bis dato aus verschiedenen Organsystemen bekannt. Sie konnten unter 

anderem im respiratorischen und im Gastrointestinal-Trakt identifiziert werden. Bislang 

unbekannt war, dass es solche Zellen auch in der Urethra gibt. Wahrscheinlich blieben 

sie aufgrund ihrer anatomischen Beschränkung auf das Eintrittsportal in den 

Urogenitaltrakt (d.h. die Harnröhre und die Drüsengänge, die sich in diesen öffnen) 

unentdeckt, da sich frühere Suchen auf die zentralen Organe des Urogenitaltraktes 

(Blase, Niere, Gebärmutter und Prostata) konzentrierten [140]. Somit konnte erstmals 

gezeigt werden, dass es urethrale Bürstenzellen bzw. solitäre cholinerge Zellen in der 

Urethra gibt. 
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Abbildung 9. Cholinerge Epithelzellen sind keine neuroendokrinen Zellen 
Immunfluoreszenzbilder muriner Urethrae von ChAT-eGFP-Mäusen. (A) Eine ChAT-eGFP-
Zelle erstreckt sich durch die Epithelschicht der Urethra. Kerne wurden mit DAPI gegengefärbt. 
(B) ChAT-eGFP-Zellen (Pfeile) unterscheiden sich von Protein gene product 9.5 (PGP)-
immunreaktiven neuroendokrinen Zellen (Pfeilspitzen). (C) Die ChAT-eGFP-Zelle (Pfeil) zeigt 
keine Immunreaktivität bei Antikörpern gegen den neuroendokrinen Zellmarker Chromogranin 
A (CGA). Die Pfeilspitze zeigt eine CGA+ neuroendokrine Zelle. (D). Die flaschenförmige 
ChAT-eGFP+-Zelle ist immunreaktiv für den Bürstenzellmarker Villin. (Insert) Färbung mit 
Antikörpern gegen Villin, zeigt die Konzentration von mikrovillösem Protein am apikalen 
Zellpol. EGFP (grün), Villin-Immunreaktivität (orange) und Zellkerne (DAPI; blau) (E) Villin+-
Zelle ist nicht ChAT+ (oberer Pfeile). Eine weitere Zelle ist doppelt positiv (unterer Pfeil); [I]. 

   

 

3.2 UCCC exprimieren Elemente der Geschmackswahrnehmung 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

 IV. Kandel C, Schmidt P, Perniss A, Keshavarz M, Scholz P, Osterloh S, Althaus M, Kummer W, Deckmann 

K. ENaC in Cholinergic Brush Cells. Front Cell Dev Biol. 2018 Aug 15;6:89.  

 

Wie in chemosensorischen Zellen des Respirations- bzw. Magen-Darm-Traktes, 

können auch in UCCC Elemente der kanonischen Geschmackstransduktionskaskade 

nachgewiesen werden. Sie exprimieren α-Gustducin, PLCβ2 und TRPM5. Hierbei 



Ergebnisse und Diskussion 

 

 

 

35 

 

zeigte sich auch, dass die ChAT-eGFP- und TRPM5-Immunmarkierung nahezu 1:1 

übereinstimmen. Ein vergleichbares Bild zeigte sich auch bei DCLK1, einem anderen 

Marker für Bürstenzellen (Abbildung 10.).  

    

 

Abbildung 10. ChAT-eGFP+-Zellen der Urethra exprimieren Elemente der 
Geschmackstransduktionskaskade und den Bürstenzellmarker DCLK1  
Immunfluoreszenzbilder muriner Urethrae von ChAT-eGFP-Mäusen. (A) ChAT-eGFP+-Zellen 
(grün) und werden durch Antikörper gegen TRPM5 (orange) markiert; Kerne sind mit DAPI 
blau markiert. (B) Eine ChAT-eGFP+-Zelle ist immunmarkiert für PLCβ2 (B),  (C) α-Gustducin 
(αGust); [I]; (D) bzw. DCLK1. 

   

Die Mehrheit der ChAT-eGFP+-Zellen war PLCβ2+ und ein Drittel war α-Gustducin+. 

Dieses unvollständige Kolokalisationsmuster ist mit der Beobachtung kongruent, dass 

es verschiedene Subpopulationen von Bürstenzellen in der Urethra gibt, einschließlich 

cholinerger/TRPM5+ und nicht-cholinerger Villin+, meist TRPM5−, Zellen. RT-PCR-

Analyse von isolierten UCCC ergab eine mRNA-Expression der 

Geschmacksrezeptoren Tas1R1 und Tas1R3, zuständig für die Wahrnehmung von 

Umami, sowie die Expression des Bittergeschmacksrezeptors Tas2R108, zu dessen 

Liganden der Bitterstoff Denatonium zählt. Tas2R119 und Tas2R105, dessen Ligand 

Cycloheximid ist, hingegen konnten nicht nachgewiesen werden. RT-PCR-Analysen 

von isolierten UCCC zeigten auch eine mRNA-Expression der für die ENaC 

Untereinheiten kodierenden Gene Scnn1a, Scnn1b und Scnn1g (Abbildung 11.). 
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Abbildung 11. UCCC exprimieren verschiedene Proteine zur Wahrnehmung von 
Geschmacksqualitäten. 
RT-PCR von isolierten UBC/UCCC (A) Nachweis von Geschmacksrezeptoren und Trpm5. 
Zunge fungiert als Positivkontrolle; β2-Mikroglobulin (β-MG) als Housekeeping-Gen; (B) 
Nachweis von Scnn1a, b, g und eGFP; Niere fungiert als Positivkontrolle. β-Aktin als 
Housekeeping-Gen; [I; IV]. 

   

Immunhistochemische Untersuchungen in ENaCα-Reportermäusen 

(Scnn1a/tdTomato-Reportermäusen) stützen die Ergebnisse, da sie eine 

Kolokalisation der ENaCα-Untereinheit und TRPM5 zeigten. Allerdings wiesen nicht 

alle UCCC eine Expression der ENaCα-Untereinheit auf (Abbildung 12.).  

   

 

Abbildung 12. UCCC exprimieren ENaCα 
(A, B) In Gefrierschnitten der Urethra von ENaCα-Reportermäusen (orange oder rot) wurden 
UCCC mittels Antikörper gegen TRPM5 markiert (grün) und Zellkerne mittels DAPI (blau) 
gefärbt. Mehrere Epithelzellen exprimieren nur ENaCα (Pfeile in A). Mindestens zwei von 
ihnen (lange Pfeile in A) sind Deckzellen des Urothels, gemessen an ihrer Form und Position. 
Die Pfeilspitzen zeigen auf ENaCα-(orange) und TRPM5-(grün) doppelt positive Zellen, die 
doppelte Pfeilspitze zeigt auf eine TRPM5-immunreaktive Zelle, die keine ENaCα-Markierung 
aufweist; [IV]. 
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Diese Beobachtungen lassen vermuten, dass nur eine Subpopulation von UCCC 

ENaCα exprimiert. Ein auffälliges Merkmal von UCCC ist die Koexpression von 

Geschmacksrezeptoren der Tas1R- und Tas2R-Familien. In ähnlicher Weise 

exprimieren einzelne nasale chemosensorische Zellen Tas1R3 gemeinsam mit 

Tas2R5 und Tas2R8 [266]. Diese Situation steht im Gegensatz zur oropharyngealen 

Gustation in Typ-II-Geschmackszellen, bei der Tas1R- und Tas2R-Rezeptoren nicht 

coexprimiert werden [99, 266]. Dies hat zur Folge, dass 83% der Typ-II-

Geschmackszellen in den Geschmacksknospen der Papilla vallata von Mäusen auf 

nur eine einzige Geschmacksqualität reagieren [267] und sich die jeweiligen 

Geschmacksmodalitäten gegenseitig ausschließen [87]. Eine Subpopulation von Typ-

III-Geschmackszellen, sogenannte BR (broadly responsive) – Geschmackszellen, 

weist hingegen einen polymodalen Charakter auf [79]. Demnach konnte gezeigt 

werden, dass die neu entdeckten, solitären, cholinergen Zellen potenzielle 

Chemosensoren sind. 

 

3.3 UCCC sind polymodale Chemosensoren 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

 IV. Kandel C, Schmidt P, Perniss A, Keshavarz M, Scholz P, Osterloh S, Althaus M, Kummer W, Deckmann 

K. ENaC in Cholinergic Brush Cells. Front Cell Dev Biol. 2018 Aug 15;6:89.  

 

Anhand der intrazellulären Calcium-Konzentration wurde die Reaktion von isolierten 

UCCC auf verschiedene Substanzen gemessen. Hierbei zeigte sich, dass UCCC 

entsprechend ihrem Rezeptorprofil auf verschiedene Substanzen mit einer Erhöhung 

der intrazellulären Calcium-Konzentration reagieren. UCCC reagieren auf die 

Bittersubstanz Denatonium, Mononatrium ʟ-Glutamat (Umami), NaCl (salzig) und ATP. 

Außerdem reagieren UCCC auf hitzeinaktivierte UPEC (Abbildung 13.). 

Interessanterweise zeigen UCCC hierbei ein polymodales Antwortverhalten 

(Abbildung 14.). 
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Abbildung 13. UCCC reagieren auf verschiedene Geschmacksqualitäten und UPEC 
Bestimmung der intrazellulären Calciumkonzentration ([Ca2+]i) von isolierten, vereinzelten 
ChAT+-Zellen (UCCC) aus ChAT-eGFP-Mäusen nach Applikation verschiedener Substanzen 
mittels kontinuierlichen Konfokale Laserscanning-Aufnahmen der Intensität der Fluoreszenz 
des Calciumindikators Calcium Orange. Alle Substanzen wurden unter kontinuierlichem Fluss 
in der Kammer hinzugefügt, so dass die angegebenen Konzentrationen anfänglich erreicht 
waren und dann ausgewaschen wurden. (A) UCCC reagieren auf ATP (0.5 mM) Denatonium 
(25 mM) und Mononatrium L-Gutamat (25 mM) (N=32) (B) UCCC reagieren auf NaCl (50 mM) 
(N=75). (C) UCCC reagieren auf hitzeinaktivierte UPEC (2-5x107 koloniebildenden Einheiten) 
im vergleichbaren Umfang wie auf ATP (0.5 mM). Die y-Achse zeigt arbiträre Einheiten 
(arbitrary unit; AU), die mit der [Ca2+]i korrelieren. Die Graphen zeigen Mittelwert und SEM. 
*p<0,05, gepaarter t-Test; [I; IV]. 

   

Somit konnten wir zeigen, dass eine beträchtliche Anzahl von auf Denatonium 

ansprechenden UCCC auch auf Mononatrium ʟ-Glutamat reagiert. In Bezug auf die 

oropharyngeale Gustation spiegeln diese Substanzen einen aversiven (Denatonium: 

Bitter) und einen attraktiven (Mononatriumglutamat: Umami) Stimulus wider und 

werden üblicherweise von verschiedenen Zellpopulationen wahrgenommen, die 

C 
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immer noch als Subtypen von Typ-II-Geschmackszellen angesehen werden [75]. Die 

vorliegenden Daten zeigen, dass in UCCC offenbar ein breiteres Spektrum an 

Substanzen bzw. Geschmacksqualitäten wahrgenommen wird [78]. Interessant ist 

hierbei die kürzlich entdeckten „broad responsive“-Geschmackszellen, die dem Typ III 

zugeordnet wurden. Diese Zellen reagieren sowohl auf bitter, süß, umami und sauer 

Stimuli und weisen daher auch einen polymodalen Charakter auf [79]. Dies ist ein 

Hinweis darauf, das UCCC möglicherweise eine nähere Verwandtschaft zu Typ-III-

Geschmackszellen als zu Typ-II-Geschmackszellen aufweisen könnten. Dagegen 

spricht allerdings das unterschiedliche Profil der Signalkaskaden beider Zelltypen. 

   

 

Abbildung 14. UCCC sind polymodal 
Antwortverhalten von isolierten UCCC (N=37) auf sequenzielle Stimulation mit NaCl (50 mM) 
Denatonium (25 mM) und ATP (0.5 mM). Bestimmt wurde die intrazelluläre 
Calciumkonzentration ([Ca2+]i) von isolierten, vereinzelten ChAT+-Zellen (UCCC) aus ChAT-
eGFP-Mäusen mittels kontinuierlichen konfokalen Laserscanning-Aufnahmen der Intensität 
der Fluoreszenz des Calciumindikators Calcium Orange. Alle Substanzen wurden unter 
kontinuierlichem Fluss in der Kammer hinzugefügt, so dass die angegebenen Konzentrationen 
anfänglich erreicht und dann ausgewaschen wurden. Die Sequenz der Stimuli wurde zwischen 
den Experimenten geändert. Graphen zeigen repräsentative Aufnahmen von einzelnen 
ChAT+-Zellen. Die y-Achse zeigt arbiträre Einheiten (arbitrary unit; AU), die mit [Ca2+]i 
korrelieren; [IV]. 
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Letztlich untermauern die bisherigen Ergebnisse den polymodalen Charakter von 

UCCC. Dieser polymodale Charakter und damit die Möglichkeit zur Aktivierung durch 

Substanzen, die in der oropharyngealen Gustation als aversiv, und anderen 

Substanzen, die als attraktiv wahrgenommen werden, stellt keinesfalls einen 

Widerspruch dar, da alle detektierten Substanzen ein potentielles Gefahrensignal in 

der Urethra darstellen. Dies lässt sich dahingehend erklären, dass Bakterien einerseits 

in der oropharyngealen Gustation als aversiv wahrgenommene 

bitterrezeptoraktivierende Substanzen produzieren und sezernieren [65, 125, 126] und 

andererseits freie Aminosäuren (“umami”), die in der oropharyngealen Gustation als 

attraktiv wahrgenommen, das Bakterienwachstum im Urin erleichtern [130] bzw. der 

Glutamatmetabolismus das pathogene Potential von Bakterien wie Proteus mirabilis 

im Harnwegsbereich unterstützt [129].  

Da weitere Unterscheidungskriterien fehlen, interpretieren wir die vielfältigen 

Kombinationen der Reaktion auf verschiedene chemosensorische Stimuli und der 

Genexpression verwandter Signalkomponenten als phänotypische Variation von breit 

aufgestellten polymodalen chemosensorischen Zellen (Subpopulation), anstatt 

mehrere klar getrennte Zelltypen zu definieren. Hierdurch war es möglich zu zeigen, 

dass die neuendeckten urethrale cholinergen Zellen mittels Chemosensorik 

verschiedene Substanzen wahrnehmen und daher als polymodale UCCC bezeichnet 

werden können. 

 

3.4 UCCC verwenden Acetylcholin als Botenstoff für parakrine und 

autokrine Signalübertragungen 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

 III. Deckmann K, Rafiq A, Erdmann C, Illig C, Durschnabel M, Wess J, Weidner W, Bschleipfer T, Kummer 

W. Muscarinic receptors 2 and 5 regulate bitter response of urethral brush cells via negative feedback. 

FASEB J. 2018 Jun;32(6):2903-2910. 

 

Das Konzept der UCCC als chemosensorische Wächterzelle, die die chemische 

Zusammensetzung der Flüssigkeit auf der Schleimhautoberfläche überwacht und 
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lokale oder reflexive Reaktionen als protektive Maßnahmen induziert, impliziert eine 

stimulusinduzierte Signalübertragung an benachbarte Zellen. Aufgrund der Expression 

des ACh synthetisierenden Enzyms ChAT in UCCC wurde ACh als potenzieller 

Botenstoff untersucht. Hierbei konnte gezeigt werden, dass der Überstand von 

isolierten Zellen der Harnröhre mehr ACh enthält, wenn die Zellen mit Denatonium 

stimuliert wurden (Abbildung 15.). 

   

 

Abbildung 15. Denatonium führt zur ACh-Freisetzung aus isolierten Zellen der Urethra.  
ACh-Konzentration im Überstand von isolierten Zellen der Urethra nach 5 min Exposition 
gegenüber PBS (Kontrolle) oder Denatonium. Die Urethrae wurden aus vier Wildtypmäusen 
(C57BL/6) entnommen und die Zellen vereinzelt und isoliert. Aus einer Harnröhre erhaltene 
Zellen wurden auf 4 Kammern einer 24-Well-Kulturplatte ausgesät. Jeweils zwei Kammern 
wurden 5 min lang mit Denatonium (25 mM) bzw. PBS inkubiert. Anschließend wurden die 
Überstande (0,5 ml) entnommen, gefriergetrocknet und der ACh-Gehalt mittels HPLC (High 
Performance Liquid Chromatography) und elektrochemischer Detektion bestimmt. Die Werte 
der beiden Kammern mit gleicher Behandlung aus demselben Tier wurden gepoolt. Isolate 
von einer Harnröhre wurden als gepaarte Daten behandelt; p-Werte wurden mit einem 
gepaarten t-Test berechnet; [I].  

   

Des Weiteren konnte ein Anstieg der intrazellulären Calcium-Konzentration in 

isolierten Zellen der Urethra nach Stimulation mit Denatonium nur beobachtet werden, 

wenn sie sich in der Nähe von UCCC befanden. In Anwesenheit von Blockern für die 

mAChR und nAChR blieb dieser Anstieg auch in Anwesenheit der UCCC aus. Die 

Experimente zeigen somit, dass die Menge an ACh, die bei Stimulation durch einen 

Bitterstoff freigesetzt wird, ausreicht, um parakrine Effekte zu induzieren.  

Interessanterweise zeigten UCCC selbst bei der Stimulation mit Denatonium in 

Anwesenheit von Blockern für die mAChR und nAChR ein erhöhtes Antwortverhalten 
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(Abbildung 16.). Diese verstärkte Antwort von UCCC auf Stimulation nach Anwendung 

einer nAChR/mAChR-Blockermischung zeigt, dass ACh als Sekretionsprodukt der 

UCCC die Sensitivität der UCCC auf autokrine Weise reguliert. 

   

 

Abbildung 16. UCCC nutzen ACh zur parakrinen Signalübertragung 
Parallele Bestimmung der [Ca2+]i im gleichen Sichtfeld von isolierten urethralen eGFP+- 
(UBC/UCCC; n=13; oben) und eGFP-- (CC; n=74;  unten) Epithelzellen mittels kontinuierlichen 
konfokalen Laserscanning-Aufnahmen der Intensität der Fluoreszenz des Calciumindikators 
Calcium Orange. Alle Substanzen wurden unter kontinuierlichem Fluss in der Kammer 
hinzugefügt, so dass die angegebenen Konzentrationen anfänglich erreicht und dann 
ausgewaschen wurden. Beide Zelltypen reagieren auf Denatonium (Den; 25 mM) mit einem 
Anstieg der intrazellulären Ca2+-Konzentration. In Anwesenheit von cholinergen Blockern 
(Atropin und Mecamylamin; A+M) geht diese Reaktion in eGFP−-Zellen verloren, bleibt aber in 
eGFP+-Zellen bestehen. Reaktion auf ATP zeigt die Lebensfähigkeit der Zellen am Ende des 
Experiments. Die y-Achse zeigt arbiträre Einheiten (arbitrary unit; AU), die mit [Ca2+]i 
korrelieren; *p<0,05; **p<0,01; ***p<0,001, gepaarter t-Test verglichen mit Wert unmittelbar 
vor der Substanzapplikation; [I]. 
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Abbildung 17. UCCC nutzen ACh für einen durch M2- und M5-Rezeptoren vermittelten 
autokrinen negativen Rückkopplungsmechanismus 
Antwortverhalten von isolierten UCCC auf repetitive Stimulation mit Denatonium (25 mM) in 
Anwesenheit und ohne den mAChR-Blocker Atropin (A; 2 µM) und/oder den nAChR-Blocker 
Mecamylamin (M; 20 µM)). Bestimmt wurde die intrazelluläre Calciumkonzentration ([Ca2+]i) 
von einzelnen isolierten, vereinzelten UCCC aus (A) WT-Mäusen und (B) M2-Rezeptor-KO-
Mäuse (M2-/-) und M5-Rezeptor-KO-Mäuse (M5-/-) mittels kontinuierlichen Konfokale 
Laserscanning-Aufnahmen der Intensität der Fluoreszenz des Calciumindikators Calcium 
Orange. Die Isolation erfolgte durch magnetgekoppelten TRPM5-Antikörper. Alle Substanzen 
wurden unter kontinuierlichem Fluss in der Kammer hinzugefügt, so dass die angegebenen 
Konzentrationen anfänglich erreicht und dann ausgewaschen wurden. Dargestellt sind 
Spitzenwerte der intrazellulären Calciumkonzentrationen nach Stimulation. Den1 = erste 
Stimulation, Den2 = zweite Stimulation; Δ = Den2-Den1. Die y-Achse zeigt arbiträre Einheiten 
(arbitrary unit; AU), die mit [Ca2+]i korrelieren. Die Werte wurden analysiert mit einem gepaarter 
t-Test bzw. einer einfaktoriellen ANOVA und Dunnett´s multiplem Vergleichstest; *p<0,05; 
§§/**p<0,01; §§§/***p<0,001; [III]. 
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Abbildung 18. Auswirkungen von selektiver pharmakologischer Intervention von 
muskarinischen Rezeptoren auf die Antwort von UCCC zu bitterem Reiz. 
Antwortverhalten von isolierten UCCC auf repetitive Stimulation mit Denatonium (25 mM) in 
Anwesenheit und ohne verschiedene mAChR-Blocker. Bestimmt wurde die intrazelluläre 
Calciumkonzentration ([Ca2+]i) von einzelnen isolierten, vereinzelten ChAT+-Zellen (UCCC) 
aus ChAT-eGFP-Mäusen mittels kontinuierlichen Konfokale Laserscanning-Aufnahmen der 
Intensität der Fluoreszenz des Calciumindikators Calcium Orange. Alle Substanzen wurden 
unter kontinuierlichem Fluss in der Kammer hinzugefügt, so dass die angegebenen 
Konzentrationen anfänglich erreicht und dann ausgewaschen wurden. Dargestellt sind 
Spitzenwerte der intrazelluären Calciumkonzentrationen nach Stimulation. Den1 = erste 
Stimulation, Den2 = zweite Stimulation; Δ = Den2-Den1. Die Wirkstoffkonzentrationen waren 
wie folgt: Denatonium (Den1 und Den2; 25 mM), Pirenzepin (0,001 mM; M1-Rezeptorinhibitor), 
Methoctramin (0,001 mM; M2-Rezeptorinhibitor), 4-DAMP (0,001 mM; M3-Rezeptorinhibitor), 
Tropicamid (0,001 mM; M4-Rezeptorinhibitor), und VU 0238429 (0,005 mM; positiv 
allosterischer Modulator des M5-Rezeptors) Die y-Achse zeigt arbiträre Einheiten (arbitrary 
unit; AU), die mit [Ca2+]i korrelieren. Die Werte wurden analysiert mittels einfaktorieller ANOVA 
und Dunnett´s multiplen Vergleichstest. §§/*p<0,05; §§§/***p<0,001; [III]. 

   

Dieses erhöhte Antwortverhalten konnte auf einen cholinergen autokrinen negativen 

Rückkopplungsmechanismus zurückgeführt werden (Abbildung 17.A). Inhibitor- und 

Knockout-Maus-Experimente ergaben, dass M2- und M5-Rezeptoren eine 

entscheidende Rolle bei der autokrinen negativen Regulation von UCCC spielen 

(Abbildung 17.B und 18.). 

Interessanterweise wird in den komplex regulierten Geschmacksknospen auch ein 

über mAChR reguliertes autokrines cholinerges Signal verwendet, um die 

gustatorischen Signalweiterleitung zu beeinflussen. Allerdings wirkt der autokrine 

Mechanismus in Geschmacksknospen, im Gegensatz zum Mechanismus in UCCC, 
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über M3-Rezeptoren und führt eher zur Verstärkung als zur Abschwächung des 

gustatorischen Signals [268].  

In cholinergen Neuronen findet man häufiger autokrine negative 

Rückkopplungsschleifen, die über den M2-Rezeptor reguliert werden, so zum Beispiel 

in Neurone des Striatums [269], in α-Motoneuronen [270] und postganglionären 

parasympathischen Neuronen [271]. Bei parasympathischen cholinergen Neuronen 

kann auch der M4-Rezeptor als Autorezeptor dienen, der die ACh-Freisetzung hemmt. 

Er ist auch der dominante, wenn auch nicht der einzige Rezeptor, mit dieser Funktion 

in der Harnblase der Maus [272]. Beide, M2- und M4-Rezeptoren, wirken 

typischerweise über Gi-Proteine und die nachgeschaltete Hemmung der 

Adenylatcyclaseaktivität und spannungsaktivierte Ca2+-Kanäle [273]. Dies passt sehr 

gut zu den von uns erhobenen Daten, dass der M2-Rezeptor eine Hemmung auf den 

durch einen bitteren Stimulus ausgelösten Anstieg von [Ca2+]i in UCCC bewirkt. 

Der M5-Rezeptor ist jedoch im Allgemeinen eher mit einer Zunahme von [Ca2+]i 

assoziiert [273, 274] und erhöht dementsprechend die Aktivität von primären 

afferenten Neuronen im Rückenmark, spinalen glutamatergen Interneuronen und 

Somatodendriten von Neuronen der Substantia nigra [273, 275, 276]. Dieses steht in 

klarem Gegensatz zu der dämpfenden Wirkung auf stimuliertes [Ca2+]i, die in UCCC 

beobachtet wird. Dennoch ist ein durch den M5-Rezeptor vermittelte Hemmung auch 

in anderen Bereichen bekannt, zum Beispiel in dopaminergen Nervenendigungen des 

Striatums [274]. Die zugrundeliegenden Signalwege sind aber noch unbekannt. 

Zusammengenommen konnte gezeigt werden, dass UCCC nach Stimulation ACh 

freisetzen, das sowohl als autokriner als auch als parakriner Botenstoff fungiert.  

 

3.5 UCCC lösen neuronale Reflexe aus 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

Eine Wächterzelle, die nach Erkennung von potenziell schädlichen Substanzen keine 

Abwehrreaktionen einleiten kann, ist sprichwörtlich ein zahnloser Tiger. Eine mögliche 

Abwehrreaktion, die UCCC initiieren könnte, wären Miktionen zum Ausspülen der 
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eindringenden Bedrohungen. Hierzu müssten UCCC sensorische Nervenfasern 

stimulieren. Da UCCC den Botenstoff ACh freisetzen, liegt die Vermutung nahe, dass 

sensorische Nervenfasern mit cholinergen Rezeptoren als Empfänger des 

Signalstoffes dienen. Immunhistochemische Untersuchungen und Verwendung einer 

Reportermaus zeigten, dass Nervenfasern mit Expression der nAChR Untereinheit α3 

ein dichtes Netzwerk unterhalb des urethralen Epithels bilden, in es eintreten und, 

vergleichbar wie bei den chemosensorischen Zellen in der Trachea [155], in 

unmittelbarer Umgebung von UCCC zu finden sind (Abbildung 19.A). 

   

 

Abbildung 19. Sensible Nervenfasern reichen an UCCC heran und lösen reflektorische 
Blasenaktivierung bei Applikation einer Bittersubstanz aus 
(A) Eine sensorische Nervenfaser, die eGFP unter der Kontrolle des Promotors der α3-
Untereinheit des Nikotinrezeptors exprimiert (Pfeil), stellt Kontakt mit einer Villin-
immunreaktiven Zelle im urethralen Epithel her. (B) Zystometrische Aufzeichnungen von 
anästhesierten Ratten. Dargestellt ist der intravesikuläre Druck, der durch die Kontraktion und 
der damit einhergehenden Miktion beeinflusst wird. Intraurethrale Stimulation mit Denatonium 
erhöht die Detrusoraktivität im Vergleich zu physiologischer Kochsalzlösung (NaCl), diese 
Stimulation wird durch Mecamylamin (Mec) vermindert. (C-D) Detrusoraktivität von 
anästhesierten Ratten quantifiziert als „Area under the Curve“ (AUC); [I].  

   

Um herauszufinden, ob die Stimulation von UCCC die Detrusoraktivität und somit das 

Miktionsverhalten beeinflusst, wurden urodynamische Untersuchungen durchgeführt. 
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Diese Untersuchungen sind ausschließlich in vivo durchführbar, da hierzu ein 

funktionierender Miktionsreflexbogen vorhanden sein muss. Eine Stimulation von 

UCCC in vitro oder am toten Tier würde nicht zu einer Fortleitung der Information über 

die sensorischen Fasern zum Rückenmark führen. Es käme somit nicht zur 

Umschaltung auf Fasern, welche wieder zurück zur Blase führen (Efferenzen), und in 

Folge bliebe die Kontraktion der Blasenmuskulatur im Sinne einer Miktion aus. Um 

urodynamische Untersuchungen durchführen zu können, wurde zunächst ein Katheter 

in den Blasendom der zu untersuchenden Tiere implantiert. Hierüber konnte die Blase 

mit physiologischer Kochsalzlösung gefüllt werden. Hatte die Blase einen 

entsprechenden Füllstand erreicht, wurde eine Miktion ausgelöst. Miktionen, d.h. zur 

Entleerung führende Kontraktionen des Blasenmuskels, wurden als Druckerhöhung 

innerhalb der Blase über ein Manometer detektiert (Blasendruckmessung = 

Cystomanometrie, CMM). Durch die gleichmäßige Füllung der Blase über eine 

Perfusionspumpe ergab sich ein gleichmäßiges Miktionsmuster (Abbildung 20.). 

Dieses Muster wurde durch Denatonium charakteristisch verändert. Die Applikation 

von Substanzen erfolgte über einen intraurethral eingeführten Katheter. Diese 

Untersuchung kann prinzipiell im wachen Zustand der Tiere oder aber in Narkose 

durchgeführt werden. Da während der CMM eine Substanzapplikation intraurethral 

erfolgte, wurde sie in Narkose durchgeführt. Als Narkotikum wurde Urethan verwendet, 

da es bei cystomanometrischen Untersuchungen am Nager, im Gegensatz zu 

zahlreichen anderen Narkoseschemata, den Miktionsreflex nicht unterdrückt [277, 

278]. Die CMM bei der urethananästhesierten Maus ist jedoch äußerst schwierig, da 

Mäuse hierbei häufig eine Blasenatonie entwickeln, welche eine Überlaufblase zur 

Folge hat. Messungen sind somit in der Regel an der urethannarkotisieren Maus nicht 

möglich. Mäuse haben darüber hinaus ein deutlich erhöhtes Letalitätsrisiko bei 

Urethannarkosen [279]. Deshalb wurden für die urodynamischen Untersuchungen 

urethananästhesierte Ratten verwendet. Ziel der Untersuchungen war es zu ermitteln, 

inwiefern eine intraurethrale Stimulation mit dem UCCC-stimulierenden Bitterstoff 

Denatonium zu einer reflektorischen Veränderung der Detrusoraktivität und somit zu 

einer Veränderung des Miktionsverhaltens führt. Es konnte gezeigt werden, dass die 

intraurethrale Stimulation mit Denatonium zur Erhöhung der Detrusoraktivität führt und 

somit zum reflexiven Auslösen einer Miktion. Dies erfolgte im Konzentrationsbereich, 



Ergebnisse und Diskussion 

 

 

 

48 

 

der auch zur Stimulation von UCCC führte. Durch die lokale Applikation eines 

nikotinergen Blockers wurde die Detrusorantwort signifikant reduziert (Abbildung 19.).  

   

 

Abbildung 20. Aufbau einer urodynamischen Messstation 
Zur urodynamischen Untersuchung wurde ein Katheter in den Blasendom der zu 
untersuchenden Ratten implantiert. Hierüber konnte die Blase gleichmäßig mit physiologischer 
Kochsalzlösung über eine Perfusionspumpe gefüllt werden. Miktionen, d.h. zur 
Blasenentleerung führende Kontraktionen des Blasenmuskels, wurden als Druckerhöhung 
innerhalb der Blase über ein Manometer detektiert. Die Applikation von Substanzen 
(Denatonium) erfolgte über einen intraurethral eingeführten Katheter. Erstellt mit 
BioRender.com  

   

Daraus lässt sich schließen, dass diese Reflexaktivierung abhängig von einer 

cholinergen nikotinrezeptorabhängigen Signalweiterleitung von UCCC auf 

sensorische Nervenfasern ist. Die Einleitung der Miktion wird als protektive Maßnahme 

interpretiert, da es zum Auswaschen von potentiell schädlichen Stoffen führt. 

Nichtsdestotrotz wurde der denatonium-induzierte Anstieg der Detrusoraktivität nicht 

vollständig durch den nAChR-Inhibitor Mecamylamin aufgehoben. Hierfür könnte es 
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mehrere Erklärungen geben. Möglicherweise könnte ein zusätzlicher exzitatorisch 

wirkender mAChR beteiligt sein. Interessanterweise ist bekannt, dass mAChR von 

afferenten Neuronen der Harnwege exprimiert werden [280]. Eine weitere Möglichkeit 

wäre die zusätzliche Beteiligung eines Cotransmitters wie ATP. ATP wird von 

Geschmackszellen verwendet, um Informationen an afferente Fasern in 

Geschmacksknospen zu übertragen [102]. Eine andere Erklärung wäre ein 

unzureichender Zugang von intraluminal appliziertem Mecamylamin zur basolateral 

gelegenen Kommunikationsstelle zwischen chemosensorischen Zellen und 

Nervenfasern, da Epithelien der unteren Harnwege eine außerordentlich dichte 

Barriere bilden [281]. Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass die 

intraurethrale Applikation eines UCCC-stimulierenden Bitterstoffes zur Einleitung einer 

als protektiv interpretierten Miktionen führt. 

 

3.6 UCCC sind in verschiedenen Säugetierspezies präsent 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

 II. Deckmann K, Krasteva-Christ G, Rafiq A, Herden C, Wichmann J, Knauf S, Nassenstein C, Grevelding 

CG; Dorresteijn A, Chubanov V, Gudermann T, Bschleipfer T, Kummer W. Cholinergic urethral brush 

cells are widespread throughout placental mammals. Int Immunopharmacol. 2015 Nov;29(1):51-6. 

 

Initial wurden UCCC in Mäusen mit Hilfe von ChAT-eGFP-Reportertieren entdeckt. Mit 

der Frage einer medizinischen Übertragbarkeit der Befunde und versuchsspezifischer 

Faktoren wurde ihr Vorkommen anschließend in Menschen und Ratten nachgewiesen. 

Während dieser Arbeit stellte sich die Frage, ob UCCC auch in anderen Säugetieren 

vorkommen. Um dies zu klären, wurden in 11 weiteren Säugetierarten aus 5 

verschiedenen Ordnungen mittels Antikörper gegen Bürstenzellmarker nach UCCC 

gesucht. In der Ordnung der Nagetiere (Rodentia) wurden neben den Mäusen (Mus 

musculus) und Ratten (Rattus norvegicus) Hamster (Mesocricetus auratus) und 

Meerschweinchen (Cavia porcellus) untersucht. In der Ordnung der Primaten 

(Primates) wurden neben Menschen (Homo sapiens sapiens), Javaneraffen (Macaca 

fascicularis) und Weißbüschelaffen (Callithrix jacchus) untersucht. In der Ordnung der 
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Fleischfresser (Carnivora) umfasste die Untersuchung Hunde (Canis lupus familiaris), 

Katzen (Felis catus) und den Dachs (Meles meles). In der Ordnung der Paarhufer 

(Artiodactyla) waren es Schweine (Sus scrofa domestica), Rinder (Bos taurus) und 

Rotwild (Capreolus capreolus), und in der Ordnung der Unpaarhufer (Perissodactyla) 

wurde in den Harnröhren von Pferden (Equus ferus caballus) mittels Antikörper gegen 

Bürstenzellmarker nach UCCC gesucht (Abbildung 21.). 

Mit den verwendeten Markern konnten in allen untersuchten Spezies solitäre Zellen in 

der Urethra identifiziert werden. Diese Daten weisen darauf hin, dass UCCC innerhalb 

der Säugetiere weitverbreitet sind und sich vor mehr als 64,5 Millionen Jahren 

entwickelt haben müssten. 

   

 

Abbildung 21. UCCC in 13 verschiedene Säugetierarten 
Immunhistochemische Markierung von urethralen Epithelzellen mit Antikörpern gegen den 
Bürstenzellmarker Villin und Antikörpern gegen den UCCC-Marker TRPM5; [I; II]. 
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3.7 UCCC entstehen postnatal und es gibt einen 

geschlechtsspezifischen Unterschied in der Entwicklung 

 

 V.  Perniss A, Schmidt P, Soultanova A, Dahlke K, Voigt A, Kummer W, Deckmann K. Postnatal 

development of epithelial cholinergic chemosensory cells of the urethra, trachea and thymus of mice. 

Cell Tissue Res 2021 Jul;385(1):21-35. 

 

Neben der evolutionären Entwicklung wurde auch die postnatale Entwicklung der 

UCCC in Mäusen untersucht. Hierbei zeigte sich ein Sexualdimorphismus. Bei 

männlichen Mäusen traten UCCC erstmals zwischen 6 bis 10 Tagen nach der Geburt 

auf (Postnatal 6-10; P6-10), bei weiblichen Mäusen erst zwischen Tag 11 und 20 nach 

Geburt (P11-20). Bei beiden Geschlechtern wurden maximale UCCC-Zahlen im 

Zeitraum zwischen P40 und P220 erreicht und die Anzahl ging danach zurück. Junge 

(P6-P40) männliche Mäuse hatten zunächst signifikant höhere UCCC-Zahlen als 

gleichaltrige weibliche Mäuse, was durch das frühere Auftreten der UCCC erklärt 

werden kann. Bemerkenswerterweise zeigte sich ein gegenteiliges Bild in älteren 

(P40+) Tieren (Abbildung 22.). Diese Daten zeigen, dass es bei der Entwicklung von 

UCCC einen Geschlechtsdimorphismus gibt. 

   

 

Abbildung 22. Postnatale Entwicklung von UCCC  
(A) Anzahl der ChAT-eGFP+-Zellen pro Urethra, ermittelt in “whole-mount” Präparaten von 
weiblichen und männlichen Mäusen an verschiedenen Zeitpunkten während der Entwicklung. 
(B) Anzahl von ChAT-eGFP+ Zellen pro Harnröhre in Tieren P40+, kumulierte Daten der drei 
ältesten Altersgruppen (männlich N=26, weiblich N=21); [V]. 

   



Ergebnisse und Diskussion 

 

 

 

52 

 

3.8 Das Protein MyD88 und Toll-like-Rezeptoren haben einen 

Einfluss auf die Entwicklung von UCCC  

 

 V.  Perniss A, Schmidt P, Soultanova A, Papadakis T, Dahlke K, Voigt A, Schütz B, Kummer W, Deckmann 

K. Development of epithelial cholinergic chemosensory cells of the urethra and trachea of mice. Cell 

Tissue Res 2021 Jul;385(1):21-35. 

 

Da UCCC als Wächterzellen gegen potentiell schädliche Substanzen und 

Eindringlinge wie Bakterien fungieren, wurde untersucht, ob die Expression von 

Rezeptoren und Signalwegen, die zur Bakteriendetektion genutzt werden, einen 

Einfluss auf die UCCC-Entwicklung haben.  

   

 

Abbildung 23. UCCC in MyD88-KO-, TLR2-KO-, TLR4-KO- und TLR2/4-KO-Mäusen  
(A) Quantitative Analyse von TRPM5+-Zellen pro Urethra, gezählt in “whole-mount” Präparaten 
von weiblichen und männlichen MyD88-KO- und WT-Mäusen. (B) Anzahl von TRPM5+-Zellen 
in Schnitten der Urethrae von TLR-WT-, TLR2-KO-, TLR4-KO- und TLR2/4-KO-Mäusen. Jeder 
Datenpunkt repräsentiert die durchschnittliche Anzahl von Zellen aus 20 Schnitten von einem 
Tier. Balken und Fehlerbalken zeigen Mittelwert und SEM. Blau: männliche Tiere, Rot: 
weibliche Tiere. Alle untersuchten Tiere waren erwachsen (> 12 Wochen). P-Werte wurden 
mit dem Mann-Whitney-Test berechnet; [V]. 

   

Deshalb wurden der Einfluss der Deletion der Toll-like-Rezeptoren (TLR) 2 und 4 sowie 

MyD88 untersucht. MyD88 ist an der nachgeschaltete Signalkaskade  aller TLRs mit 

Ausnahme von TLR3 beteiligt [282]. TLR2 und TLR4 wurden aufgrund ihrer Rolle bei 

der Erkennung von bakteriellen Lipopeptiden und Lipoteichonsäuren von 

grampositiven Bakterien (TLR2) und Lipopolysaccharid von gramnegativen Bakterien  
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(TLR4) ausgewählt [283, 284]. Die Untersuchungen zeigten, dass sowohl in Urethrae 

von MyD88-defizienten als auch in Urethrae von TLR2- und TLR4-defizienten Mäusen 

signifikant weniger UCCC zu finden sind (Abbildung 23.). 

 

 

 

3.9 UCCC sind chemosensorische Wächterzellen, initiieren 

Abwehrmechanismen und beeinflussen die Miktion 

 

 I.  Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, Papadakis T, Renno L, 

Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, 

Kummer W. Bitter triggers acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 

reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 

 

 III. Deckmann K, Rafiq A, Erdmann C, Illig C, Durschnabel M, Wess J, Weidner W, Bschleipfer T, Kummer 

W. Muscarinic receptors 2 and 5 regulate bitter response of urethral brush cells via negative feedback. 

FASEB J. 2018 Jun;32(6):2903-2910. 

 

 IV. Kandel C, Schmidt P, Perniss A, Keshavarz M, Scholz P, Osterloh S, Althaus M, Kummer W, Deckmann 

K. ENaC in Cholinergic Brush Cells. Front Cell Dev Biol. 2018 Aug 15;6:89. 

 

 VI. Deckmann K, Kummer W. Chemosensory epithelial cells in the urethra: sentinels of the urinary tract. 

Histochem Cell Biol. 2016 Dec; 146(6):673-683.  

 

VII. Kummer W, Deckmann K. Brush cells, the newly identified gatekeepers of the urinary tract. Curr Opin 

Urol. 2017 Mar; 27(2):85-92 

 

Alle unsere Ergebnisse weisen darauf hin, dass es sich bei UCCC um Wächterzellen 

handelt, die mittels Geschmacksrezeptoren und Elementen der 

Geschmackssignaltransduktionskaskade entscheidend an der Detektion und Abwehr 

von eindringender Noxen und Keime beteiligt sind. Sie bestätigen das Konzept der 

UCCC als chemosensorische „Sentinel“-Zelle, die die chemische Zusammensetzung 

der Flüssigkeit auf der Schleimhautoberfläche überwacht und durch ACh-Freisetzung 

lokale oder reflexive Abwehrmechanismen induziert. Hierbei zeigten sich 

verschiedenen Subpopulationen, die über ein jeweiliges Rezeptorrepertoire verfügen, 

um verschiedene potenziell gefährliche Stoffe wie zum Beispiel Bitterstoffe, Umami, 

Salz und bakterielle Metabolite wahrzunehmen. 
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Hierzu sei erwähnt, dass bei der oropharyngealen Geschmackswahrnehmung bitter 

einen aversiven Reiz und umami einen lohnenden Reiz darstellt, was die Frage nach 

der möglichen funktionellen Bedeutung der Wahrnehmung beider Eigenschaften durch 

eine einzelne Zelle aufwirft. Im Gegensatz dazu stellen diese Eigenschaften auf 

anderen Schleimhautoberflächen, wie der Harnröhrenschleimhaut, einen potenziell 

schädlichen (aversiven) Gehalt dar. Bakterien produzieren und sezernieren 

bitterrezeptoraktivierende Substanzen [159, 258, 259]. In Biofilmen können solche 

Substanzen aus dem gramnegativen Bakterium Pseudomonas aeruginosa, einem der 

vorherrschenden verursachenden Mikroorganismen bei katheterassoziierten 

Harnwegsinfektionen [261], Konzentrationen von bis zu 600 μM erreichen [260]. 

Andererseits ist der Glutamatstoffwechsel positiv mit dem pathogenen Potenzial von 

Proteus mirabilis im Harntrakt verknüpft [262] und freie Aminosäuren (d.h. umami) 

fördern das Bakterienwachstum im Urin [263]. Daher kann die Bitter/Umami-

Polymodalität chemosensorischer Zellen dazu dienen, das Spektrum für die 

Erkennung potenziell gefährlicher Stoffe im Harnröhrenlumen zu erweitern. 

Interessanterweise reagieren diese chemosensorischen Zellen auf hitzeinaktivierte 

UPEC, die Hauptursache für eine Harnwegsinfektion [256]. UCCC werden demnach 

als Wachposten der unteren Harnwege interpretiert, dessen Aufgabe die 

Überwachung der Schleimhautoberfläche und die Detektion potenziell gefährliche 

Inhalte ist. Die Hauptfunktion der UCCC scheint also im Schutz vor aufsteigenden 

Harnwegsinfektionen zu liegen. Hierfür ist eine Lokalisation am Eingang in den 

Urogenitaltrakt besonders sinnvoll. 

Die physiologische Bedeutung der Reaktion von UCCC auf Salz bleibt ungewiss. 

UCCC-stimulierende Salzkonzentrationen können im Urin von erwachsenen Mäusen 

während Wassermangels oder hoher Salzaufnahme durchaus erreicht werden [285]. 

Bedrohliche bakterielle Infektionen sind jedoch in der Regel nicht mit erhöhten 

Salzkonzentrationen verbunden. Somit könnte ENaCα in UCCC eine andere Funktion 

haben als die Überwachung der luminalen NaCl-Konzentration. ENaC ist auch ein 

mechanosensitiver Ionenkanal, der auf Scherkräfte reagiert [286, 287]. Deshalb ist es 

denkbar, dass eine ENaC exprimierende UCCC an Messung des Urinflusses beteiligt 

sind. Diese Theorie wird dadurch gestützt, dass Scherkräfte auf die gesamte Zelle 

wirken, was die Expression von ENaC im gesamten Epithel und nicht nur an der 

Membran, die ins Lumen reicht, erklären würde.  
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Abbildung 24. Urodynamische Messungen in M1–5-defizienten Mäusen 
Zystometrie wurde durchgeführt bei wachen, sich frei bewegenden Mäusen. Die Infusion der 
Kochsalzlösung erfolgte über einen Katheter im Blasendom direkt in die Blase mit einer 
Geschwindigkeit von 1,5 ml/h. Nach einer Stabilisierungsphase von 15–30 min wurden der 
intravesikale Druck und die Miktion kontinuierlich aufgezeichnet. Analysiert wurden das 
Basaldruckniveau (Pbase), der maximale Detrusordruck während Miktion (Pmax), 
Schwellendruck (TP), Blasenkapazität (BC), Zeitintervall zwischen 2 Druckspitzen (PP), 
Miktionsintervall (MI), Miktionsvolumen (MV) und Residualvolumen (RV). Zur statistischen 
Auswertung der zystometrischen Parameter zwischen den jeweiligen Mausstämmen wurde 
eine 1-faktorielle ANOVA, gefolgt von einem Mehrfachvergleichstest nach Dunnett, verwendet; 
*p<0,05, **p<0,01, ***p, 0,001; [III]. 

   

 

Die als Abwehrmechanismus initiierte Miktion würde demnach die Scherkräfte in der 

Urethra erhöhen und somit ENaC-vermittelt den von UCCC eingeleiteten Schutzreflex 

amplifizieren. Dafür spricht auch die Beobachtung, dass die Effizienz der 

Harnblasenentleerung über einen sensorischen Rückkopplungsmechanismus in der 
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Urethra kontrolliert wird. In der Urethra sind solche „Durchflusssensoren“ zwar 

physiologisch gut charakterisiert, ihre anatomische Lokalisation wurde aber noch nicht 

gefunden [288-290]. 

Allerdings zeigen unsere Experimente auch eine mögliche andere Seite von UCCC. 

UCCC regulieren sich selbst über einen durch M2- und M5-Rezeptoren vermittelten 

cholinergen autokrinen negativer Rückkopplungsmechanismus. Tiere mit 

ungehemmten UCCC zeigen Symptome einer überaktiven Blase (Abbildung 24.). Ein 

OAB-Syndrom geht oft mit einer fehlerhaften Steuerung und mit einer 

Detrusorhyperaktivität einher. Eine solche fehlerhafte Steuerung könnte auch durch 

eine Fehlaktivierung oder Überaktivität von UCCC hervorgerufen werden und Ursache 

einer Detrusorhyperaktivität sein. Interessanterweise wird das OAB-Syndrom mit 

Antagonisten von mAChR behandelt [69]. Hierbei kommen primär M2 bzw. M3-

Rezeptor selektive Antimuskarinika [219, 222-250] zum Einsatz, was in Anbetracht der 

Rolle dieser Rezeptoren während der Miktion auch sinnvoll ist. In Bezug auf überaktive 

UCCC als Auslöser von OAB sind Antimuskarinika mit hemmender Wirkung auf den 

M2-Rezeptor nach unseren Erkenntnissen auch nützlich. Da aber auch der M5-

Rezeptor hierbei eine zentrale Rolle zu spielen scheint, wäre dieser ein weiterer 

selektive angreifbarer Ansatzpunkt zur Therapie. 

Eine selektive zu Beeinflussung des M5-Rezeptors mittels einem Medikaments, 

welchen die Blut-Hirnschranke nicht passieren kann, um mögliche Nebenwirkungen 

des hauptsächlich im ZNS exprimierten Rezeptors [273, 275, 276] zu vermeiden, stellt 

somit eine vielversprechende therapeutische Option dar.  

Zusammenfassen konnte ein bislang unbekannter Zelltyp in der Urethra identifiziert 

werden. Diese UCCC sind Wächterzellen am Eingang des Urogenitaltraktes, die über 

klassische Geschmacksrezeptoren die chemische Zusammensetzung des 

Flüssigkeitsfilms auf der Schleimhautoberfläche auf das Vorhandensein potenziell 

schädlicher Substanzen, einschließlich bakterieller Produkte, prüfen und daraufhin 

ACh freisetzen, dass über Nervenfasern reflektorische Abwehrreaktionen einleitet.  
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4 Zusammenfassung 

 

Die ableitenden Harnwege sind nicht nur einfache muskuläre Röhren zur 

Speicherung und Abgabe von Harn. Aufgrund ihrer direkten Verbindung zur 

Außenwelt stellen sie eine potentielle Eintrittspforte für toxische Substanzen und 

Mikroben dar. Im mehrschichtigen Epithel der Urethra befinden sich verschiedene 

solitäre Zelltypen: neuroendokrine Zellen, nicht-cholinerge Bürstenzellen und 

cholinerge chemosensorische Zellen (Abbildung 25.).  

   

 

Abbildung 25. Übersicht der verschiedenen solitären Epithelzellen der Urethra 
Mögliche chemosensorische Epithelzelltypen in der Harnröhre und Ausführungsgängen der 
Harnröhrendrüsen, ein ursprünglicher mit Hämatoxylin-Eosin gefärbter Abschnitt wurde als 
Hintergrundbild genommen. Chemosensorische Eigenschaften wurden validiert für UCCC 
(UBC Typ I), die in zwei Subpopulationen (Ia und Ib) unterteilt werden können. 
Unterscheidungsmerkmal ist die Immunreaktivität gegenüber Antikörpern gegen die 
Phospholipase Cβ2 (PLCβ2). Eine chemosensorische Funktion von nicht-cholinergen 
solitären villin-immunreaktive Zellen (UBC Typ II) und serotonergen neuroendokrinen Zellen 
mit basal gelegenen sekretorischen Vesikeln istGegenstand aktueller Forschung. E = Epithel, 
LP = Lamina propria, PGP = Proteingenprodukt 9.5; [VI]. 
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Die Entdeckung und Charakterisierung dieser urethralen cholinergen 

chemosensorischen Zellen (UCCC) ist Gegenstand dieser Arbeit (Abbildung 26.).  

   

 

Abbildung 26. Schematische Zeichnung einer UBC/UCCC 
Elemente der Geschmackstransduktionskaskade in UCCC/UBC. Geschmacksrezeptoren 
(TasR) werden am apikalen Ende in der Nähe des dort lokalisierten Büschels aus Advillin bzw. 
Villin antizipiert. Die nachgeschaltete Kaskade beinhaltet die Aktivierung von Phospholipase 
Cβ2 (PLCβ2) durch die β- und γ-Untereinheit des an die TasR gekoppelten G-Proteins, Bildung 
von Inositol-Tris-Phosphat (IP3) und Diacylglycerin (DAG) mit anschließender Freisetzung von 
Calcium aus dem endoplasmatischen Retikulum (ER) und der Öffnung des Kationenkanals 
TRPM5, was zur Depolarisation der Zelle führt. Dies führt schließlich zur Öffnung von 
spannungsgesteuerten (VG) Calciumkanälen. Dies wiederum löst die Freisetzung von 
Acetylcholin (ACh), entweder durch vesikuläre Exozytose oder durch Hemikanäle, aus. αGust 
= G-Protein α-Untereinheit α-Gustducin; ChAT-Cholinacetyltransferase; [VI]. 

   

Nach der Entdeckung der UCCC in Mäusen konnte die Präsenz von UCCC in 14 

weiteren Säugetierspezies aus 5 verschiedenen Ordnungen nachgewiesen werden 

[154, 291]. Es folgte die Charakterisierung dieser erstmals identifizierten Zellen. Sie 

zeigen eine hohe Ähnlichkeit zu solitären cholinergen chemosensorischen Zellen des 

Respirationstraktes, des Magen-Darm-Traktes und der Gallenwege, obgleich diese 



Zusammenfassung 

 

 

 

59 

 

Zellen nicht identisch sind. Da insbesondere bei den solitären cholinergen 

chemosensorischen Zellen des Respirationstraktes bereits vor Jahren eine 

morphologische und molekulare Ähnlichkeit zu Geschmackszellen festgestellt 

werden konnte, fokussierte die Charakterisierung der solitären urethralen Zelle auf 

die Hypothese, dass es sich auch hier um chemosensorische Wächterzellen handelt, 

die mittels Geschmacksrezeptoren und Elementen der 

Geschmackssignaltransduktionskaskade entscheidend zur Detektion und Abwehr 

eindringender Noxen und Keime beitragen. 

   

 

Abbildung 27. Schematische Darstellung des protektiven Wirkungsmechanismus von 
UBC/UCCC 

Die Aktivierung der UCCC/UBC durch potenziell schädliche Substanzen oder 
Bakterien (Substanzen mit Bitterstoffcharakter, Umami oder Bakterien wie UPEC) führt 
zur Freisetzung von ACh. ACh löst über nAChR den Miktionsreflex und somit eine 
Blasendetrusorkontraktion nach; [VII]. 
   

 

Der Nachweis der ChAT in diesen Zellen resultierte in der Bezeichnung urethral 

cholinergic chemosensory cell. UCCC wurden als solitäre im Epithel der Urethra 

vorkommende Zellen identifiziert, wohingegen Harnblase, Ureter und Nierenbecken 

keine UCCC enthalten. UCCC exprimieren verschiedene Geschmacksrezeptoren aus 

der Tas1R (süß und umami) und Tas2R-Familie (bitter) und Elemente der 

Geschmackssignaltransduktionskaskade. PLCβ2, α-Gust und TRPM5 wurden von uns 

als UCCC-spezifische, aber in variabler Ausprägung exprimierte Marker identifiziert 
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(Abbildung 26.). Verschiedenste extern applizierte Substanzen, wie zum Beispiel 

Bitterstoffe, Umami, Salz und bakterielle Metabolite, führen zur Aktivierung der UCCC 

[154, 292]. Dies resultiert in einer Freisetzung von ACh und einer nachgeschalteten 

Erregung von sensorischen Nervenendigungen, die an die UCCC herantreten. Die 

Kommunikation von UCCC mit Nerven und benachbarten Zellen mittels ACh kann 

durch die Blockade von cholinergen Rezeptoren unterbunden werden. Die Erregung 

der sensorischen Nervenendigungen durch das von UCCC freigesetzte ACh löst 

wiederum schützende Reflexe aus. Im Falle der Urethra wird eine Blasenentleerung 

getriggert, die zur Spülung der Harnröhre führt [154] (Abbildung 27.). 

Zudem konnten autoregulatorische Mechanismen entschlüsselt werden. Diese über 

die M2- und M5-Rezeptoren vermittelten Rückkopplungsmechanismen modulieren die 

Antwort der UCCC auf Stimulation [293] (Abbildung 29.). Dies hat möglicherweise eine 

klinische Relevanz für das Syndrom der überaktiven Blase. Diese geht oft mit einer 

Detrusorhyperaktivität einher. Diese könnte auch durch eine Fehlaktivierung oder 

Überaktivität von UCCC hervorgerufen werde, da UCCC die Miktion beeinflussen und 

durch einen über M2- und M5-Rezeptoren vermittelten negativen 

Rückkopplungsmechanismus reguliert werden. Des Weiteren wurden Erkenntnisse 

über die postnatale Entwicklung von UCCC gesammelt. Hierbei konnte gezeigt 

werden, dass es einen Sexualdimorphismus gibt. UCCC erscheinen in männlichen 

Tieren früher als in weiblichen Tieren. Später überwiegt die Anzahl der UCCC aber in 

weiblichen Tieren. Außerdem konnte gezeigt werden, dass die Entwicklung von UCCC 

durch die Toll-like-Rezeptoren 2 und 4 und MyD88, dem Signalkaskadenprotein aller 

Toll-like Rezeptoren mit Ausnahme des Toll-like-Rezeptors 3, beeinflusst wird.  

Dementsprechend handelt es sich bei UCCC um Wächterzellen, die mittels 

Geschmacksrezeptoren und Elementen der Geschmackssignaltransduktionskaskade 

entscheidend an der Detektion und Abwehr von eindringenden Noxen und Keimen 

beteiligt sind. Sie sind chemosensorische „Sentinel“-Zellen, deren verschiedene 

Subpopulationen über ein jeweiliges Rezeptorrepertoire verfügt, um verschiedene 

Stoffe von den einige auch auch potenziell gefährliche sein könnten wie zum Beispiel 

Bitterstoffe, Umami, Salz und bakterielle Metabolite wahrzunehmen. Dies hilft bei der 

Überwachung der chemischen Zusammensetzung der Flüssigkeit auf der 

Schleimhautoberfläche. Als protektive Maßnahmen induzieren sie lokale oder reflexive 

Reaktionen via ACh.  
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Zusammenfassend konnte ein neuer Zelltyp, die urethrale cholinerge 

chemosensorische Zelle, entdeckt und initial charakterisiert werden 

   

 

Abbildung 28. Schematische Darstellung des negativen Rückkopplungsmechanismus 
Die Aktivierung einer kanonischen Geschmackstransduktionskaskade in UCCC/UBCs führt zu 
einem Anstieg von [Ca2+]

i, gefolgt von einer ACh-Freisetzung. Die Reaktion von UCCC wird 
über einen durch M2- und M5-Rezeptoren vermittelten cholinergen negativen autokrinen 
Rückkopplungsmechanismus abgedämpft; [III]. 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

62 

 

5 Literaturverzeichnis 

 

1. de Groat, W.C. and N. Yoshimura, Afferent nerve regulation of bladder function 
in health and disease. Handb Exp Pharmacol, 2009(194): p. 91-138. 

2. de Groat, W.C., D. Griffiths, and N. Yoshimura, Neural control of the lower 
urinary tract. Compr Physiol, 2015. 5(1): p. 327-96. 

3. De Groat, W.C., Spinal cord projections and neuropeptides in visceral afferent 
neurons. Prog Brain Res, 1986. 67: p. 165-87. 

4. Birder, L., et al., Neural control of the lower urinary tract: peripheral and spinal 
mechanisms. Neurourol Urodyn, 2010. 29(1): p. 128-39. 

5. Birder, L.A., Nervous network for lower urinary tract function. Int J Urol, 2013. 
20(1): p. 4-12. 

6. Kanai, A. and K.E. Andersson, Bladder afferent signaling: recent findings. J 
Urol, 2010. 183(4): p. 1288-95. 

7. Andersson, K.E., Detrusor myocyte activity and afferent signaling. Neurourol 
Urodyn, 2010. 29(1): p. 97-106. 

8. Janig, W. and J.F. Morrison, Functional properties of spinal visceral afferents 
supplying abdominal and pelvic organs, with special emphasis on visceral 
nociception. Prog Brain Res, 1986. 67: p. 87-114. 

9. Karnup, S., Spinal interneurons of the lower urinary tract circuits. Auton 
Neurosci, 2021. 235: p. 102861. 

10. de Groat, W.C. and N. Yoshimura, Anatomy and physiology of the lower urinary 
tract. Handb Clin Neurol, 2015. 130: p. 61-108. 

11. Benninghoff, A.D.D., Anatomie : Makroskopische Anatomie, Histologie, 
Embryologie, Zellbiologie. 2008, München: Elsevier, Urban & Fischer. 

12. Treuting, P.M.D.S.M.M.K.S., Comparative anatomy and histology : a mouse, 
rat, and human atlas. 2018. 

13. Huisman, A.B., Aspects on the anatomy of the female urethra with special 
relation to urinary continence. Contrib Gynecol Obstet, 1983. 10: p. 1-31. 

14. Keegan, K.A., D.K. Nanigian, and A.R. Stone, Female urethral stricture disease. 
Curr Urol Rep, 2008. 9(5): p. 419-23. 

15. Mizuno, Y., et al., Myosin light chain kinase activation and calcium sensitization 
in smooth muscle in vivo. Am J Physiol Cell Physiol, 2008. 295(2): p. C358-64. 

16. Caulfield, M.P. and N.J. Birdsall, International Union of Pharmacology. XVII. 
Classification of muscarinic acetylcholine receptors. Pharmacol Rev, 1998. 
50(2): p. 279-90. 

17. Chess-Williams, R., Muscarinic receptors of the urinary bladder: detrusor, 
urothelial and prejunctional. Auton Autacoid Pharmacol, 2002. 22(3): p. 133-45. 

18. Duc, N.M., H.R. Kim, and K.Y. Chung, Structural mechanism of G protein 
activation by G protein-coupled receptor. Eur J Pharmacol, 2015. 763(Pt B): p. 
214-22. 

19. Neves, S.R., P.T. Ram, and R. Iyengar, G protein pathways. Science, 2002. 
296(5573): p. 1636-9. 

20. Murthy, K.S., Signaling for contraction and relaxation in smooth muscle of the 
gut. Annu Rev Physiol, 2006. 68: p. 345-74. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

63 

 

21. Michel, M.C. and W. Vrydag, Alpha1-, alpha2- and beta-adrenoceptors in the 
urinary bladder, urethra and prostate. Br J Pharmacol, 2006. 147 Suppl 2: p. 
S88-119. 

22. de Groat, W.C., et al., Neural control of the urethra. Scand J Urol Nephrol Suppl, 
2001(207): p. 35-43; discussion 106-25. 

23. Yoshimura, N. and W.C. de Groat, Neural control of the lower urinary tract. Int 
J Urol, 1997. 4(2): p. 111-25. 

24. de Groat, W.C. and N. Yoshimura, Mechanisms underlying the recovery of 
lower urinary tract function following spinal cord injury. Prog Brain Res, 2006. 
152: p. 59-84. 

25. Barber, M.D., et al., Innervation of the female levator ani muscles. Am J Obstet 
Gynecol, 2002. 187(1): p. 64-71. 

26. Pierce, L.M., et al., Innervation of the levator ani muscles in the female squirrel 
monkey. Am J Obstet Gynecol, 2003. 188(5): p. 1141-7. 

27. Thor, K.B. and W.C. de Groat, Neural control of the female urethral and anal 
rhabdosphincters and pelvic floor muscles. Am J Physiol Regul Integr Comp 
Physiol, 2010. 299(2): p. R416-38. 

28. Griffiths, D., Neural control of micturition in humans: a working model. Nat Rev 
Urol, 2015. 12(12): p. 695-705. 

29. Athwal, B.S., et al., Brain responses to changes in bladder volume and urge to 
void in healthy men. Brain, 2001. 124(Pt 2): p. 369-77. 

30. Hofmann, T., et al., TRPM5 is a voltage-modulated and Ca(2+)-activated 
monovalent selective cation channel. Curr Biol, 2003. 13(13): p. 1153-8. 

31. Craig, A.D., Interoception: the sense of the physiological condition of the body. 
Curr Opin Neurobiol, 2003. 13(4): p. 500-5. 

32. Craig, A.D., How do you feel? Interoception: the sense of the physiological 
condition of the body. Nat Rev Neurosci, 2002. 3(8): p. 655-66. 

33. Griffiths, D., et al., Brain control of normal and overactive bladder. J Urol, 2005. 
174(5): p. 1862-7. 

34. Griffiths, D. and S.D. Tadic, Bladder control, urgency, and urge incontinence: 
evidence from functional brain imaging. Neurourol Urodyn, 2008. 27(6): p. 466-
74. 

35. DasGupta, R., R.B. Kavia, and C.J. Fowler, Cerebral mechanisms and voiding 
function. BJU Int, 2007. 99(4): p. 731-4. 

36. Kavia, R.B., R. Dasgupta, and C.J. Fowler, Functional imaging and the central 
control of the bladder. J Comp Neurol, 2005. 493(1): p. 27-32. 

37. Holstege, G., Micturition and the soul. J Comp Neurol, 2005. 493(1): p. 15-20. 
38. Fowler, C.J., D. Griffiths, and W.C. de Groat, The neural control of micturition. 

Nat Rev Neurosci, 2008. 9(6): p. 453-66. 
39. Tadic, S.D., et al., Brain responses to bladder filling in older women without 

urgency incontinence. Neurourol Urodyn, 2013. 32(5): p. 435-40. 
40. Zhang, H., et al., An fMRI study of the role of suprapontine brain structures in 

the voluntary voiding control induced by pelvic floor contraction. Neuroimage, 
2005. 24(1): p. 174-80. 

41. Griffiths, D.J. and C.J. Fowler, The micturition switch and its forebrain 
influences. Acta Physiol (Oxf), 2013. 207(1): p. 93-109. 

42. Blok, B.F., A.T. Willemsen, and G. Holstege, A PET study on brain control of 
micturition in humans. Brain, 1997. 120 ( Pt 1): p. 111-21. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

64 

 

43. Andersson, K.E. and A. Arner, Urinary bladder contraction and relaxation: 
physiology and pathophysiology. Physiol Rev, 2004. 84(3): p. 935-86. 

44. Keast, J.R., M. Kawatani, and W.C. De Groat, Sympathetic modulation of 
cholinergic transmission in cat vesical ganglia is mediated by alpha 1- and alpha 
2-adrenoceptors. Am J Physiol, 1990. 258(1 Pt 2): p. R44-50. 

45. Xu, D., et al., Pharmacological Inhibition of mPGES-1 Selectively Suppresses 
PGE2 and Relieves Fever and Pain., in Presented at the 10th International 
Conference on Bioactive Lipids in Cancer, Inflammation and Related Diseases. 
2007: Montreal, Canada. 

46. Jung, S.Y., et al., Urethral afferent nerve activity affects the micturition reflex; 
implication for the relationship between stress incontinence and detrusor 
instability. J Urol, 1999. 162(1): p. 204-12. 

47. de Groat, W.C. and C. Wickens, Organization of the neural switching circuitry 
underlying reflex micturition. Acta Physiol (Oxf), 2013. 207(1): p. 66-84. 

48. Beckel, J.M. and L.A. Birder, Differential expression and function of nicotinic 
acetylcholine receptors in the urinary bladder epithelium of the rat. J Physiol, 
2012. 590(6): p. 1465-80. 

49. Beckel, J.M., et al., Expression of functional nicotinic acetylcholine receptors in 
rat urinary bladder epithelial cells. Am J Physiol Renal Physiol, 2006. 290(1): p. 
F103-10. 

50. Chopra, B., et al., Expression and function of bradykinin B1 and B2 receptors in 
normal and inflamed rat urinary bladder urothelium. J Physiol, 2005. 562(Pt 3): 
p. 859-71. 

51. Chopra, B., et al., Expression and function of rat urothelial P2Y receptors. Am J 
Physiol Renal Physiol, 2008. 294(4): p. F821-9. 

52. Birder, L.A., et al., Adrenergic- and capsaicin-evoked nitric oxide release from 
urothelium and afferent nerves in urinary bladder. Am J Physiol, 1998. 275(2): 
p. F226-9. 

53. Birder, L.A., et al., Beta-adrenoceptor agonists stimulate endothelial nitric oxide 
synthase in rat urinary bladder urothelial cells. J Neurosci, 2002. 22(18): p. 
8063-70. 

54. Birder, L.A., et al., Feline interstitial cystitis results in mechanical 
hypersensitivity and altered ATP release from bladder urothelium. Am J Physiol 
Renal Physiol, 2003. 285(3): p. F423-9. 

55. Birder, L. and K.E. Andersson, Urothelial signaling. Physiol Rev, 2013. 93(2): p. 
653-80. 

56. Burnstock, G., Purine-mediated signalling in pain and visceral perception. 
Trends Pharmacol Sci, 2001. 22(4): p. 182-8. 

57. Carattino, M.D., S. Sheng, and T.R. Kleyman, Mutations in the pore region 
modify epithelial sodium channel gating by shear stress. J Biol Chem, 2005. 
280(6): p. 4393-401. 

58. Uchiyama, T. and R. Chess-Williams, Muscarinic receptor subtypes of the 
bladder and gastrointestinal tract. J Smooth Muscle Res, 2004. 40(6): p. 237-
47. 

59. Everaerts, W., et al., Inhibition of the cation channel TRPV4 improves bladder 
function in mice and rats with cyclophosphamide-induced cystitis. Proc Natl 
Acad Sci U S A, 2010. 107(44): p. 19084-9. 

60. Ossovskaya, V.S. and N.W. Bunnett, Protease-activated receptors: contribution 
to physiology and disease. Physiol Rev, 2004. 84(2): p. 579-621. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

65 

 

61. Birder, L.A., et al., Vanilloid receptor expression suggests a sensory role for 
urinary bladder epithelial cells. Proc Natl Acad Sci U S A, 2001. 98(23): p. 
13396-401. 

62. Hashimoto, Y., et al., Scanning electron microscopic observation of apical sites 
of open-type paraneurons in the stomach, intestine and urethra. Arch Histol 
Cytol, 1999. 62(2): p. 181-9. 

63. LaBerge, J., et al., Expression of corticotropin-releasing factor and CRF 
receptors in micturition pathways after cyclophosphamide-induced cystitis. Am 
J Physiol Regul Integr Comp Physiol, 2006. 291(3): p. R692-703. 

64. Apodaca, G., The uroepithelium: not just a passive barrier. Traffic, 2004. 5(3): 
p. 117-28. 

65. Birder, L.A. and W.C. de Groat, Mechanisms of disease: involvement of the 
urothelium in bladder dysfunction. Nat Clin Pract Urol, 2007. 4(1): p. 46-54. 

66. Matsui, M., et al., Multiple functional defects in peripheral autonomic organs in 
mice lacking muscarinic acetylcholine receptor gene for the M3 subtype. Proc 
Natl Acad Sci U S A, 2000. 97(17): p. 9579-84. 

67. Matsui, M., et al., Mice lacking M2 and M3 muscarinic acetylcholine receptors 
are devoid of cholinergic smooth muscle contractions but still viable. J Neurosci, 
2002. 22(24): p. 10627-32. 

68. Andersson, K.E., Detrusor contraction--Focus on muscarinic receptors. Scand 
J Urol Nephrol Suppl, 2004(215): p. 54-7. 

69. Andersson, K.E., Antimuscarinics for treatment of overactive bladder. Lancet 
Neurol, 2004. 3(1): p. 46-53. 

70. Andersson, K.E. and A.J. Wein, Pharmacology of the lower urinary tract: basis 
for current and future treatments of urinary incontinence. Pharmacol Rev, 2004. 
56(4): p. 581-631. 

71. Andersson, K.E., et al., Electrically-induced, nerve-mediated relaxation of rabbit 
urethra involves nitric oxide. J Urol, 1992. 147(1): p. 253-9. 

72. Claßen, J.S., Alfons, Interventionelle Neurophysiologie. 2013, Stuttgart: 
Thieme. 

73. Burnett, A.L., et al., Urinary bladder-urethral sphincter dysfunction in mice with 
targeted disruption of neuronal nitric oxide synthase models idiopathic voiding 
disorders in humans. Nat Med, 1997. 3(5): p. 571-4. 

74. Ho, K.M., et al., Co-localization of carbon monoxide and nitric oxide 
synthesizing enzymes in the human urethral sphincter. J Urol, 1999. 161(6): p. 
1968-72. 

75. Chaudhari, N. and S.D. Roper, The cell biology of taste. J Cell Biol, 2010. 
190(3): p. 285-96. 

76. Sclafani, A., The sixth taste? Appetite, 2004. 43(1): p. 1-3. 
77. Finger, T.E. and S.C. Kinnamon, Taste isn't just for taste buds anymore. F1000 

Biol Rep, 2011. 3: p. 20. 
78. Vandenbeuch, A., T.R. Clapp, and S.C. Kinnamon, Amiloride-sensitive 

channels in type I fungiform taste cells in mouse. BMC Neurosci, 2008. 9: p. 1. 
79. Dutta Banik, D., et al., A subset of broadly responsive Type III taste cells 

contribute to the detection of bitter, sweet and umami stimuli. PLoS Genet, 
2020. 16(8): p. e1008925. 

80. Chang, R.B., H. Waters, and E.R. Liman, A proton current drives action 
potentials in genetically identified sour taste cells. Proc Natl Acad Sci U S A, 
2010. 107(51): p. 22320-5. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

66 

 

81. Ye, W., et al., The K+ channel KIR2.1 functions in tandem with proton influx to 
mediate sour taste transduction. Proc Natl Acad Sci U S A, 2016. 113(2): p. 
E229-38. 

82. Lewandowski, B.C., et al., Amiloride-Insensitive Salt Taste Is Mediated by Two 
Populations of Type III Taste Cells with Distinct Transduction Mechanisms. J 
Neurosci, 2016. 36(6): p. 1942-53. 

83. Huang, Y.A., et al., Presynaptic (Type III) cells in mouse taste buds sense sour 
(acid) taste. J Physiol, 2008. 586(12): p. 2903-12. 

84. Huang, A.L., et al., The cells and logic for mammalian sour taste detection. 
Nature, 2006. 442(7105): p. 934-8. 

85. Kataoka, S., et al., The candidate sour taste receptor, PKD2L1, is expressed by 
type III taste cells in the mouse. Chem Senses, 2008. 33(3): p. 243-54. 

86. Oka, Y., et al., High salt recruits aversive taste pathways. Nature, 2013. 
494(7438): p. 472-5. 

87. Gravina, S.A., G.L. Yep, and M. Khan, Human biology of taste. Ann Saudi Med, 
2013. 33(3): p. 217-22. 

88. Nelson, G., et al., An amino-acid taste receptor. Nature, 2002. 416(6877): p. 
199-202. 

89. Nelson, G., et al., Mammalian sweet taste receptors. Cell, 2001. 106(3): p. 381-
90. 

90. Zhao, G.Q., et al., The receptors for mammalian sweet and umami taste. Cell, 
2003. 115(3): p. 255-66. 

91. Zhang, Y., et al., Coding of sweet, bitter, and umami tastes: different receptor 
cells sharing similar signaling pathways. Cell, 2003. 112(3): p. 293-301. 

92. Chaudhari, N., A.M. Landin, and S.D. Roper, A metabotropic glutamate receptor 
variant functions as a taste receptor. Nat Neurosci, 2000. 3(2): p. 113-9. 

93. Yasumatsu, K., et al., Involvement of multiple taste receptors in umami taste: 
analysis of gustatory nerve responses in metabotropic glutamate receptor 4 
knockout mice. J Physiol, 2015. 593(4): p. 1021-34. 

94. Kusuhara, Y., et al., Taste responses in mice lacking taste receptor subunit 
T1R1. J Physiol, 2013. 591(7): p. 1967-85. 

95. Toyono, T., et al., Expression of metabotropic glutamate receptor group I in rat 
gustatory papillae. Cell Tissue Res, 2003. 313(1): p. 29-35. 

96. Nakashima, K., et al., Behavioral responses to glutamate receptor agonists and 
antagonists implicate the involvement of brain-expressed mGluR4 and mGluR1 
in taste transduction for umami in mice. Physiol Behav, 2012. 105(3): p. 709-
19. 

97. Yee, K.K., et al., Glucose transporters and ATP-gated K+ (KATP) metabolic 
sensors are present in type 1 taste receptor 3 (T1r3)-expressing taste cells. 
Proc Natl Acad Sci U S A, 2011. 108(13): p. 5431-6. 

98. Chandrashekar, J., et al., T2Rs function as bitter taste receptors. Cell, 2000. 
100(6): p. 703-11. 

99. Adler, E., et al., A novel family of mammalian taste receptors. Cell, 2000. 100(6): 
p. 693-702. 

100. Matsunami, H., J.P. Montmayeur, and L.B. Buck, A family of candidate taste 
receptors in human and mouse. Nature, 2000. 404(6778): p. 601-4. 

101. Bachmanov, A.A. and G.K. Beauchamp, Taste receptor genes. Annu Rev Nutr, 
2007. 27: p. 389-414. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

67 

 

102. Finger, T.E., et al., ATP signaling is crucial for communication from taste buds 
to gustatory nerves. Science, 2005. 310(5753): p. 1495-9. 

103. Huang, Y.J., et al., The role of pannexin 1 hemichannels in ATP release and 
cell-cell communication in mouse taste buds. Proc Natl Acad Sci U S A, 2007. 
104(15): p. 6436-41. 

104. Taruno, A., et al., CALHM1 ion channel mediates purinergic neurotransmission 
of sweet, bitter and umami tastes. Nature, 2013. 495(7440): p. 223-6. 

105. Vandenbeuch, A., C.B. Anderson, and S.C. Kinnamon, Mice Lacking Pannexin 
1 Release ATP and Respond Normally to All Taste Qualities. Chem Senses, 
2015. 40(7): p. 461-7. 

106. Taruno, A., et al., Taste transduction and channel synapses in taste buds. 
Pflugers Arch, 2021. 473(1): p. 3-13. 

107. Ma, Z., et al., CALHM3 Is Essential for Rapid Ion Channel-Mediated Purinergic 
Neurotransmission of GPCR-Mediated Tastes. Neuron, 2018. 98(3): p. 547-561 
e10. 

108. Kashio, M., et al., CALHM1/CALHM3 channel is intrinsically sorted to the 
basolateral membrane of epithelial cells including taste cells. Sci Rep, 2019. 
9(1): p. 2681. 

109. Demura, K., et al., Cryo-EM structures of calcium homeostasis modulator 
channels in diverse oligomeric assemblies. Sci Adv, 2020. 6(29): p. eaba8105. 

110. Romanov, R.A., et al., Chemical synapses without synaptic vesicles: Purinergic 
neurotransmission through a CALHM1 channel-mitochondrial signaling 
complex. Sci Signal, 2018. 11(529). 

111. Ishimaru, Y., et al., Transient receptor potential family members PKD1L3 and 
PKD2L1 form a candidate sour taste receptor. Proc Natl Acad Sci U S A, 2006. 
103(33): p. 12569-74. 

112. LopezJimenez, N.D., et al., Two members of the TRPP family of ion channels, 
Pkd1l3 and Pkd2l1, are co-expressed in a subset of taste receptor cells. J 
Neurochem, 2006. 98(1): p. 68-77. 

113. Horio, N., et al., Sour taste responses in mice lacking PKD channels. PLoS One, 
2011. 6(5): p. e20007. 

114. Nelson, T.M., et al., Taste function in mice with a targeted mutation of the pkd1l3 
gene. Chem Senses, 2010. 35(7): p. 565-77. 

115. Teng, B., et al., Cellular and Neural Responses to Sour Stimuli Require the 
Proton Channel Otop1. Curr Biol, 2019. 29(21): p. 3647-3656 e5. 

116. Zhang, J., et al., Sour Sensing from the Tongue to the Brain. Cell, 2019. 179(2): 
p. 392-402 e15. 

117. Tu, Y.H., et al., An evolutionarily conserved gene family encodes proton-
selective ion channels. Science, 2018. 359(6379): p. 1047-1050. 

118. Chandrashekar, J., et al., The cells and peripheral representation of sodium 
taste in mice. Nature, 2010. 464(7286): p. 297-301. 

119. Roebber, J.K., S.D. Roper, and N. Chaudhari, The Role of the Anion in Salt 
(NaCl) Detection by Mouse Taste Buds. J Neurosci, 2019. 39(32): p. 6224-
6232. 

120. Vandenbeuch, A. and S.C. Kinnamon, Is the Amiloride-Sensitive Na+ Channel 
in Taste Cells Really ENaC? Chem Senses, 2020. 45(4): p. 233-234. 

121. Lindemann, B., Receptors and transduction in taste. Nature, 2001. 413(6852): 
p. 219-25. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

68 

 

122. Heck, G.L., S. Mierson, and J.A. DeSimone, Salt taste transduction occurs 
through an amiloride-sensitive sodium transport pathway. Science, 1984. 
223(4634): p. 403-5. 

123. Lin, W., et al., Epithelial Na+ channel subunits in rat taste cells: localization and 
regulation by aldosterone. J Comp Neurol, 1999. 405(3): p. 406-20. 

124. Avenet, P. and B. Lindemann, Amiloride-blockable sodium currents in isolated 
taste receptor cells. J Membr Biol, 1988. 105(3): p. 245-55. 

125. Lindemann, B., et al., Occurrence of ENaC subunit mRNA and 
immunocytochemistry of the channel subunits in taste buds of the rat vallate 
papilla. Ann N Y Acad Sci, 1998. 855: p. 116-27. 

126. Canessa, C.M., A.M. Merillat, and B.C. Rossier, Membrane topology of the 
epithelial sodium channel in intact cells. Am J Physiol, 1994. 267(6 Pt 1): p. 
C1682-90. 

127. Giraldez, T., et al., The epithelial sodium channel delta-subunit: new notes for 
an old song. Am J Physiol Renal Physiol, 2012. 303(3): p. F328-38. 

128. Larson, E.D., et al., Function, Innervation, and Neurotransmitter Signaling in 
Mice Lacking Type-II Taste Cells. eNeuro, 2020. 7(1). 

129. Lossow, K., et al., Segregated Expression of ENaC Subunits in Taste Cells. 
Chem Senses, 2020. 45(4): p. 235-248. 

130. Canessa, C.M., et al., Amiloride-sensitive epithelial Na+ channel is made of 
three homologous subunits. Nature, 1994. 367(6462): p. 463-7. 

131. Baldin, J.P., D. Barth, and M. Fronius, Epithelial Na(+) Channel (ENaC) Formed 
by One or Two Subunits Forms Functional Channels That Respond to Shear 
Force. Front Physiol, 2020. 11: p. 141. 

132. Laugerette, F., et al., CD36 involvement in orosensory detection of dietary lipids, 
spontaneous fat preference, and digestive secretions. J Clin Invest, 2005. 
115(11): p. 3177-84. 

133. Cartoni, C., et al., Taste preference for fatty acids is mediated by GPR40 and 
GPR120. J Neurosci, 2010. 30(25): p. 8376-82. 

134. Besnard, P., P. Passilly-Degrace, and N.A. Khan, Taste of Fat: A Sixth Taste 
Modality? Physiol Rev, 2016. 96(1): p. 151-76. 

135. Besnard, P., Lipids and obesity: Also a matter of taste? Rev Endocr Metab 
Disord, 2016. 17(2): p. 159-70. 

136. Sclafani, A., K. Ackroff, and N.A. Abumrad, CD36 gene deletion reduces fat 
preference and intake but not post-oral fat conditioning in mice. Am J Physiol 
Regul Integr Comp Physiol, 2007. 293(5): p. R1823-32. 

137. Gilbertson, T.A., Gustatory mechanisms for the detection of fat. Curr Opin 
Neurobiol, 1998. 8(4): p. 447-52. 

138. Gilbertson, T.A., et al., Fatty acid responses in taste cells from obesity-prone 
and -resistant rats. Physiol Behav, 2005. 86(5): p. 681-90. 

139. Mattes, R.D., Is there a fatty acid taste? Annu Rev Nutr, 2009. 29: p. 305-27. 
140. Hofer, D. and D. Drenckhahn, Identification of brush cells in the alimentary and 

respiratory system by antibodies to villin and fimbrin. Histochemistry, 1992. 
98(4): p. 237-42. 

141. Rhodin, J. and T. Dalhamn, Electron microscopy of the tracheal ciliated mucosa 
in rat. Z Zellforsch Mikrosk Anat, 1956. 44(4): p. 345-412. 

142. Luciano, L., E. Reale, and H. Ruska, [On a "chemoreceptive" sensory cell in the 
tachea of the rat]. Z Zellforsch Mikrosk Anat, 1968. 85(3): p. 350-75. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

69 

 

143. Sbarbati, A. and F. Osculati, A new fate for old cells: brush cells and related 
elements. J Anat, 2005. 206(4): p. 349-58. 

144. Ruppert, A.L., et al., Advillin is a tuft cell marker in the mouse alimentary tract. 
J Mol Histol, 2020. 51(4): p. 421-435. 

145. Luciano, L., M. Castellucci, and E. Reale, The brush cells of the common bile 
duct of the rat. This section, freeze-fracture and scanning electron microscopy. 
Cell Tissue Res, 1981. 218(2): p. 403-20. 

146. Luciano, L. and E. Reale, Brush cells of the mouse gallbladder. A correlative 
light- and electron-microscopical study. Cell Tissue Res, 1990. 262(2): p. 339-
49. 

147. Hofer, D. and D. Drenckhahn, Cytoskeletal markers allowing discrimination 
between brush cells and other epithelial cells of the gut including 
enteroendocrine cells. Histochem Cell Biol, 1996. 105(5): p. 405-12. 

148. Hansen, A. and T.E. Finger, Is TrpM5 a reliable marker for chemosensory cells? 
Multiple types of microvillous cells in the main olfactory epithelium of mice. BMC 
Neurosci, 2008. 9: p. 115. 

149. Krasteva, G., et al., Cholinergic chemosensory cells in the auditory tube. 
Histochem Cell Biol, 2012. 137(4): p. 483-97. 

150. Isomaki, A.M., A new cell type (tuft cell) in the gastrointestinal mucosa of the 
rat. A transmission and scanning electron microscopic study. Acta Pathol 
Microbiol Scand A, 1973: p. Suppl 240:1-35. 

151. Howitt, M.R., et al., Tuft cells, taste-chemosensory cells, orchestrate parasite 
type 2 immunity in the gut. Science, 2016. 351(6279): p. 1329-33. 

152. Finger, T.E., et al., Solitary chemoreceptor cells in the nasal cavity serve as 
sentinels of respiration. Proc Natl Acad Sci U S A, 2003. 100(15): p. 8981-6. 

153. Lin, W., et al., TRPM5-expressing solitary chemosensory cells respond to 
odorous irritants. J Neurophysiol, 2008. 99(3): p. 1451-60. 

154. Deckmann, K., et al., Bitter triggers acetylcholine release from polymodal 
urethral chemosensory cells and bladder reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A, 
2014. 111(22): p. 8287-92. 

155. Krasteva, G., et al., Cholinergic chemosensory cells in the trachea regulate 
breathing. Proc Natl Acad Sci U S A, 2011. 108(23): p. 9478-83. 

156. Montoro, D.T., et al., A revised airway epithelial hierarchy includes CFTR-
expressing ionocytes. Nature, 2018. 560(7718): p. 319-324. 

157. Nadjsombati, M.S., et al., Detection of Succinate by Intestinal Tuft Cells Triggers 
a Type 2 Innate Immune Circuit. Immunity, 2018. 49(1): p. 33-41 e7. 

158. Yamamoto, Y., et al., Immunohistochemical characterization of brush cells in 
the rat larynx. J Mol Histol, 2018. 49(1): p. 63-73. 

159. Tizzano, M., et al., Nasal chemosensory cells use bitter taste signaling to detect 
irritants and bacterial signals. Proc Natl Acad Sci U S A, 2010. 107(7): p. 3210-
5. 

160. Gulbransen, B.D., et al., Nasal solitary chemoreceptor cell responses to bitter 
and trigeminal stimulants in vitro. J Neurophysiol, 2008. 99(6): p. 2929-37. 

161. Ogura, T., et al., Chemoreception regulates chemical access to mouse 
vomeronasal organ: role of solitary chemosensory cells. PLoS One, 2010. 5(7): 
p. e11924. 

162. Saunders, C.J., et al., Cholinergic neurotransmission links solitary 
chemosensory cells to nasal inflammation. Proc Natl Acad Sci U S A, 2014. 
111(16): p. 6075-80. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

70 

 

163. Ogura, T., et al., Cholinergic microvillous cells in the mouse main olfactory 
epithelium and effect of acetylcholine on olfactory sensory neurons and 
supporting cells. J Neurophysiol, 2011. 106(3): p. 1274-87. 

164. Middelhoff, M., et al., Dclk1-expressing tuft cells: critical modulators of the 
intestinal niche? Am J Physiol Gastrointest Liver Physiol, 2017. 313(4): p. G285-
G299. 

165. Gerbe, F., et al., DCAMKL-1 expression identifies Tuft cells rather than stem 
cells in the adult mouse intestinal epithelium. Gastroenterology, 2009. 137(6): 
p. 2179-80; author reply 2180-1. 

166. Saqui-Salces, M., et al., Gastric tuft cells express DCLK1 and are expanded in 
hyperplasia. Histochem Cell Biol, 2011. 136(2): p. 191-204. 

167. Bankova, L.G., et al., The cysteinyl leukotriene 3 receptor regulates expansion 
of IL-25-producing airway brush cells leading to type 2 inflammation. Sci 
Immunol, 2018. 3(28). 

168. Perniss, A., et al., Development of epithelial cholinergic chemosensory cells of 
the urethra and trachea of mice. Cell Tissue Res, 2021. 

169. Perniss, A., et al., Chemosensory Cell-Derived Acetylcholine Drives Tracheal 
Mucociliary Clearance in Response to Virulence-Associated Formyl Peptides. 
Immunity, 2020. 52(4): p. 683-699 e11. 

170. Gerbe, F., et al., Intestinal epithelial tuft cells initiate type 2 mucosal immunity 
to helminth parasites. Nature, 2016. 529(7585): p. 226-30. 

171. Krasteva, G., et al., Cholinergic brush cells in the trachea mediate respiratory 
responses to quorum sensing molecules. Life Sci, 2012. 91(21-22): p. 992-6. 

172. Saunders, C.J., S.D. Reynolds, and T.E. Finger, Chemosensory brush cells of 
the trachea. A stable population in a dynamic epithelium. Am J Respir Cell Mol 
Biol, 2013. 49(2): p. 190-6. 

173. Weyrauch, K.D. and B. Schnorr, [Ultrastructure of the epithelium of the major 
pancreatic duct in sheep]. Acta Anat (Basel), 1976. 96(2): p. 232-47. 

174. Luciano, L. and E. Reale, A new morphological aspect of the brush cells of the 
mouse gallbladder epithelium. Cell Tissue Res, 1979. 201(1): p. 37-44. 

175. Schutz, B., et al., Chemical coding and chemosensory properties of cholinergic 
brush cells in the mouse gastrointestinal and biliary tract. Front Physiol, 2015. 
6: p. 87. 

176. Wiederhold, S., et al., A novel cholinergic epithelial cell with chemosensory traits 
in the murine conjunctiva. Int Immunopharmacol, 2015. 

177. Zheng, X., et al., Gingival solitary chemosensory cells are immune sentinels for 
periodontitis. Nat Commun, 2019. 10(1): p. 4496. 

178. Panneck, A.R., et al., Cholinergic epithelial cell with chemosensory traits in 
murine thymic medulla. Cell Tissue Res, 2014. 358(3): p. 737-48. 

179. O'Leary, C.E., C. Schneider, and R.M. Locksley, Tuft Cells-Systemically 
Dispersed Sensory Epithelia Integrating Immune and Neural Circuitry. Annu 
Rev Immunol, 2019. 37: p. 47-72. 

180. Pan, J., et al., Acetylcholine From Tuft Cells: The Updated Insights Beyond Its 
Immune and Chemosensory Functions. Front Cell Dev Biol, 2020. 8: p. 606. 

181. Krasteva, G. and W. Kummer, "Tasting" the airway lining fluid. Histochem Cell 
Biol, 2012. 138(3): p. 365-83. 

182. Tizzano, M. and T.E. Finger, Chemosensors in the nose: guardians of the 
airways. Physiology (Bethesda), 2013. 28(1): p. 51-60. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

71 

 

183. Kummer, W. and K. Deckmann, Brush cells, the newly identified gatekeepers of 
the urinary tract. Curr Opin Urol, 2017. 27(2): p. 85-92. 

184. Schneider, C., C.E. O'Leary, and R.M. Locksley, Regulation of immune 
responses by tuft cells. Nat Rev Immunol, 2019. 

185. Deckmann, K. and W. Kummer, Chemosensory epithelial cells in the urethra: 
sentinels of the urinary tract. Histochem Cell Biol, 2016. 146(6): p. 673-683. 

186. Andersson, K.E., Urethral afferent signalling: role of 5-HT paraneurons. Acta 
Physiol (Oxf), 2018. 222(2). 

187. Birder, L.A. and F.A. Kullmann, Role of neurogenic inflammation in local 
communication in the visceral mucosa. Semin Immunopathol, 2018. 40(3): p. 
261-279. 

188. Czaja, K., et al., Neuroendocrine cells in the female urogenital tract of the pig, 
and their immunohistochemical characterization. Acta Anat (Basel), 1996. 
157(1): p. 11-9. 

189. Fujita, T., Taste cells in the gut and on the tongue. Their common, paraneuronal 
features. Physiol Behav, 1991. 49(5): p. 883-5. 

190. Fujita, T., T. Kanno, and S. Kobayashi, The Paraneuron. 1988. 
191. Hanyu, S., et al., Distribution of serotonin-immunoreactive paraneurons in the 

lower urinary tract of dogs. Am J Anat, 1987. 180(4): p. 349-56. 
192. Iwanaga, T., et al., Topographical relation between serotonin-containing 

paraneurons and peptidergic neurons in the intestine and urethra. Biol Signals, 
1994. 3(5): p. 259-70. 

193. Kullmann, F.A., et al., Serotonergic paraneurones in the female mouse urethral 
epithelium and their potential role in peripheral sensory information processing. 
Acta Physiol (Oxf), 2018. 222(2). 

194. Kullmann, F.A., et al., Inflammation and Tissue Remodeling in the Bladder and 
Urethra in Feline Interstitial Cystitis. Front Syst Neurosci, 2018. 12: p. 13. 

195. Tamaki, M., et al., Calcitonin gene-related peptide (CGRP)-immunoreactive 
nerve terminals in the whole mount preparations of the dog urethra. Arch Histol 
Cytol, 1992. 55(1): p. 1-11. 

196. Vittoria, A., et al., Immunocytochemistry of paraneurons in the female urethra of 
the horse, cattle, sheep, and pig. Anat Rec, 1992. 233(1): p. 18-24. 

197. Vittoria, A., et al., Serotonin-, somatostatin- and chromogranin A-containing 
cells of the urethro-prostatic complex in the sheep. An immunocytochemical and 
immunofluorescent study. J Anat, 1990. 171: p. 169-78. 

198. Aumuller, G., et al., Regional distribution of neuroendocrine cells in the 
urogenital duct system of the male rat. Prostate, 2012. 72(3): p. 326-37. 

199. Aumuller, G., et al., Neurogenic origin of human prostate endocrine cells. 
Urology, 1999. 53(5): p. 1041-8. 

200. Aumuller, G., et al., Semiquantitative morphology of human prostatic 
development and regional distribution of prostatic neuroendocrine cells. 
Prostate, 2001. 46(2): p. 108-15. 

201. Kummer, W., K.S. Lips, and U. Pfeil, The epithelial cholinergic system of the 
airways. Histochem Cell Biol, 2008. 130(2): p. 219-34. 

202. Szczyrba, J., et al., Neuroendocrine Cells of the Prostate Derive from the Neural 
Crest. J Biol Chem, 2017. 292(5): p. 2021-2031. 

203. Feyrter, F., [Pathology of the urogenital system of light cells]. Virchows Arch 
Pathol Anat Physiol Klin Med, 1951. 320(6): p. 564-76. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

72 

 

204. Feyrter, F., [The urogenital light-cell system of man]. Z Mikrosk Anat Forsch, 
1951. 57(3): p. 324-44. 

205. Falck, B., C. Owman, and N.O. Sjostrand, Peripherally Located Adrenergic 
Neurons Innervating the Vas Deferens and the Seminal Vesicle of the Guinea-
Pig. Experientia, 1965. 21: p. 98-100. 

206. Owman, C., T. Owman, and N.O. Sjoberg, Short adrenergic neurons innervating 
the female urethra of the cat. Experientia, 1971. 27(3): p. 313-5. 

207. Dixon, J.S., J.A. Gosling, and D.R. Ramsdale, Urethral chromaffin cells. A light 
and electron microscopic study. Z Zellforsch Mikrosk Anat, 1973. 138(3): p. 397-
406. 

208. Fetissof, F., et al., Endocrine cells in the prostate gland, urothelium and Brenner 
tumors. Immunohistological and ultrastructural studies. Virchows Arch B Cell 
Pathol Incl Mol Pathol, 1983. 42(1): p. 53-64. 

209. Ramsdale, D.R., Further observations on urethral chromaffin cells: an electron 
microscopic study. Cell Tissue Res, 1974. 148(4): p. 499-504. 

210. Milsom, I., et al., How widespread are the symptoms of an overactive bladder 
and how are they managed? A population-based prevalence study. BJU Int, 
2001. 87(9): p. 760-6. 

211. Irwin, D.E., et al., Impact of overactive bladder symptoms on employment, social 
interactions and emotional well-being in six European countries. BJU Int, 2006. 
97(1): p. 96-100. 

212. Irwin, D.E., et al., Population-based survey of urinary incontinence, overactive 
bladder, and other lower urinary tract symptoms in five countries: results of the 
EPIC study. Eur Urol, 2006. 50(6): p. 1306-14; discussion 1314-5. 

213. Stewart, W.F., et al., Prevalence and burden of overactive bladder in the United 
States. World J Urol, 2003. 20(6): p. 327-36. 

214. Abrams, P.C., L.; Khoury, S.; Wein A.; J. Incontinence : 5th International 
Consultation on Incontinence, Paris, February 2012. 2012. [Paris]: ICUD-EAU. 

215. Abrams, P., et al., The standardisation of terminology of lower urinary tract 
function: report from the Standardisation Sub-committee of the International 
Continence Society. Neurourol Urodyn, 2002. 21(2): p. 167-78. 

216. Abrams, P., et al., The standardisation of terminology in lower urinary tract 
function: report from the standardisation sub-committee of the International 
Continence Society. Urology, 2003. 61(1): p. 37-49. 

217. Abrams, P., Describing bladder storage function: overactive bladder syndrome 
and detrusor overactivity. Urology, 2003. 62(5 Suppl 2): p. 28-37; discussion 40-
2. 

218. Bschleipfer, T., Epidemiologie und Ätiologie der Blasenüberaktivität. 
Referateband der Deutschen Kontinenz Gesellschaft, 22. Kongress der DKG 
und 71. Seminar des Arbeitskreises urologische Funktionsdiagnostik und 
Urologie der Frau, 2010: p. 107-110 (nicht PubMed gelistet). 

219. Abrams, P. and K.E. Andersson, Muscarinic receptor antagonists for overactive 
bladder. BJU Int, 2007. 100(5): p. 987-1006. 

220. Andersson, K.E., et al., Pharmacological treatment of overactive bladder: report 
from the International Consultation on Incontinence. Curr Opin Urol, 2009. 
19(4): p. 380-94. 

221. Wiedemann, A., et al., [Urinary incontinence in geriatric patients: 
pharmacological Therapy]. Aktuelle Urol, 2019. 50(4): p. 424-440. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

73 

 

222. Palmtag, H.G., M.; Heidler, H., Urodynamik Fort- und 
Weiterbildungskommission der Deutschen Urologen, Arbeitskreis Urologische 
Funktionsdiagnostik und Urologie der Frau. 2004, Berlin Heidelberg New York: 
springer. 

223. Nabi, G., et al., Anticholinergic drugs versus placebo for overactive bladder 
syndrome in adults. Cochrane Database Syst Rev, 2006(4): p. CD003781. 

224. Junemann, K.P., et al., Propiverine versus tolterodine: efficacy and tolerability 
in patients with overactive bladder. Eur Urol, 2005. 48(3): p. 478-82. 

225. Rai, B.P., et al., Anticholinergic drugs versus non-drug active therapies for non-
neurogenic overactive bladder syndrome in adults. Cochrane Database Syst 
Rev, 2012. 12: p. CD003193. 

226. Hay-Smith, J., et al., Which anticholinergic drug for overactive bladder 
symptoms in adults. Cochrane Database Syst Rev, 2005(3): p. CD005429. 

227. Alhasso, A.A., et al., Anticholinergic drugs versus non-drug active therapies for 
overactive bladder syndrome in adults. Cochrane Database Syst Rev, 2006(4): 
p. CD003193. 

228. Abrams, P., et al., Twelve-month treatment of overactive bladder: efficacy and 
tolerability of tolterodine. Drugs Aging, 2001. 18(7): p. 551-60. 

229. Giannantoni, A., et al., New frontiers in intravesical therapies and drug delivery. 
Eur Urol, 2006. 50(6): p. 1183-93; discussion 1193. 

230. Di Stasi, S.M., et al., Intravesical electromotive administration of oxybutynin in 
patients with detrusor hyperreflexia unresponsive to standard anticholinergic 
regimens. J Urol, 2001. 165(2): p. 491-8. 

231. Chapple, C.R., et al., The effects of antimuscarinic treatments in overactive 
bladder: an update of a systematic review and meta-analysis. Eur Urol, 2008. 
54(3): p. 543-62. 

232. Chapple, C., et al., The effects of antimuscarinic treatments in overactive 
bladder: a systematic review and meta-analysis. Eur Urol, 2005. 48(1): p. 5-26. 

233. Chapple, C.R., et al., Treatment outcomes in the STAR study: a subanalysis of 
solifenacin 5 mg and tolterodine ER 4 mg. Eur Urol, 2007. 52(4): p. 1195-203. 

234. Athanasopoulos, A., et al., Combination treatment with an alpha-blocker plus 
an anticholinergic for bladder outlet obstruction: a prospective, randomized, 
controlled study. J Urol, 2003. 169(6): p. 2253-6. 

235. Daly, D.M., et al., The inhibitory role of acetylcholine and muscarinic receptors 
in bladder afferent activity. Eur Urol, 2010. 58(1): p. 22-8; discussion 31-2. 

236. Hay-Smith, J., et al., Anticholinergic drugs versus placebo for overactive bladder 
syndrome in adults. Cochrane Database Syst Rev, 2002(3): p. CD003781. 

237. Nordling, J., [Anticholinergic drugs versus non-drug treatment of overactive 
bladder syndrome in adults. A survey of a Cochrane review]. Ugeskr Laeger, 
2007. 169(50): p. 4345-7. 

238. Abrams, P., Evidence for the efficacy and safety of tolterodine in the treatment 
of overactive bladder. Expert Opin Pharmacother, 2001. 2(10): p. 1685-701. 

239. Abrams, P., Tolterodine : A Viewpoint by Paul Abrams. Drugs, 1998. 55(6): p. 
821. 

240. Abrams, P., et al., Tolterodine, a new antimuscarinic agent: as effective but 
better tolerated than oxybutynin in patients with an overactive bladder. Br J Urol, 
1998. 81(6): p. 801-10. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

74 

 

241. Abrams, P., et al., Safety and tolerability of tolterodine for the treatment of 
overactive bladder in men with bladder outlet obstruction. J Urol, 2006. 175(3 
Pt 1): p. 999-1004; discussion 1004. 

242. Appell, R.A., et al., Treatment of overactive bladder: long-term tolerability and 
efficacy of tolterodine. World J Urol, 2001. 19(2): p. 141-7. 

243. Chapple, C., et al., Tolterodine treatment improves storage symptoms 
suggestive of overactive bladder in men treated with alpha-blockers. Eur Urol, 
2009. 56(3): p. 534-41. 

244. Chapple, C.R., et al., Efficacy and safety of tolterodine extended-release in men 
with overactive bladder symptoms treated with an alpha-blocker: effect of 
baseline prostate-specific antigen concentration. BJU Int, 2010. 106(9): p. 1332-
8. 

245. Chapple, C.R., T. Yamanishi, and R. Chess-Williams, Muscarinic receptor 
subtypes and management of the overactive bladder. Urology, 2002. 60(5 Suppl 
1): p. 82-8; discussion 88-9. 

246. Dmochowski, R., et al., Efficacy and tolerability of tolterodine extended release 
in male and female patients with overactive bladder. Eur Urol, 2007. 51(4): p. 
1054-64; discussion 1064. 

247. Kim, Y., et al., Antimuscarinic agents exhibit local inhibitory effects on 
muscarinic receptors in bladder-afferent pathways. Urology, 2005. 65(2): p. 
238-42. 

248. Rentzhog, L., et al., Efficacy and safety of tolterodine in patients with detrusor 
instability: a dose-ranging study. Br J Urol, 1998. 81(1): p. 42-8. 

249. Roehrborn, C.G., et al., Efficacy and tolerability of tolterodine extended-release 
in men with overactive bladder and urgency urinary incontinence. BJU Int, 2006. 
97(5): p. 1003-6. 

250. Yamanishi, T., C.R. Chapple, and R. Chess-Williams, Which muscarinic 
receptor is important in the bladder? World J Urol, 2001. 19(5): p. 299-306. 

251. Finney, S.M., et al., Antimuscarinic drugs in detrusor overactivity and the 
overactive bladder syndrome: motor or sensory actions? BJU Int, 2006. 98(3): 
p. 503-7. 

252. Kim, U.K. and D. Drayna, Genetics of individual differences in bitter taste 
perception: lessons from the PTC gene. Clin Genet, 2005. 67(4): p. 275-80. 

253. Chromek, M., The role of the antimicrobial peptide cathelicidin in renal diseases. 
Pediatr Nephrol, 2015. 30(8): p. 1225-32. 

254. Stamm, W.E. and S.R. Norrby, Urinary tract infections: disease panorama and 
challenges. J Infect Dis, 2001. 183 Suppl 1: p. S1-4. 

255. Flores-Mireles, A.L., et al., Urinary tract infections: epidemiology, mechanisms 
of infection and treatment options. Nat Rev Microbiol, 2015. 13(5): p. 269-84. 

256. Ulett, G.C., et al., Uropathogenic Escherichia coli virulence and innate immune 
responses during urinary tract infection. Curr Opin Microbiol, 2013. 16(1): p. 
100-7. 

257. Kline, K.A. and A.L. Lewis, Gram-Positive Uropathogens, Polymicrobial Urinary 
Tract Infection, and the Emerging Microbiota of the Urinary Tract. Microbiol 
Spectr, 2016. 4(2). 

258. Hettinger, T.P., B.K. Formaker, and M.E. Frank, Cycloheximide: no ordinary 
bitter stimulus. Behav Brain Res, 2007. 180(1): p. 4-17. 

259. Lee, R.J., et al., T2R38 taste receptor polymorphisms underlie susceptibility to 
upper respiratory infection. J Clin Invest, 2012. 122(11): p. 4145-59. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

75 

 

260. Charlton, T.S., et al., A novel and sensitive method for the quantification of N-
3-oxoacyl homoserine lactones using gas chromatography-mass spectrometry: 
application to a model bacterial biofilm. Environ Microbiol, 2000. 2(5): p. 530-
41. 

261. Shuman, E.K. and C.E. Chenoweth, Recognition and prevention of healthcare-
associated urinary tract infections in the intensive care unit. Crit Care Med, 
2010. 38(8 Suppl): p. S373-9. 

262. Pearson, M.M., et al., Transcriptome of Proteus mirabilis in the murine urinary 
tract: virulence and nitrogen assimilation gene expression. Infect Immun, 2011. 
79(7): p. 2619-31. 

263. Aubron, C., et al., Changes in urine composition after trauma facilitate bacterial 
growth. BMC Infect Dis, 2012. 12: p. 330. 

264. Tallini, Y.N., et al., BAC transgenic mice express enhanced green fluorescent 
protein in central and peripheral cholinergic neurons. Physiol Genomics, 2006. 
27(3): p. 391-7. 

265. von Engelhardt, J., et al., Functional characterization of intrinsic cholinergic 
interneurons in the cortex. J Neurosci, 2007. 27(21): p. 5633-42. 

266. Ohmoto, M., et al., Genetic tracing of the gustatory and trigeminal neural 
pathways originating from T1R3-expressing taste receptor cells and solitary 
chemoreceptor cells. Mol Cell Neurosci, 2008. 38(4): p. 505-17. 

267. Tomchik, S.M., et al., Breadth of tuning and taste coding in mammalian taste 
buds. J Neurosci, 2007. 27(40): p. 10840-8. 

268. Dando, R. and S.D. Roper, Acetylcholine is released from taste cells, enhancing 
taste signalling. J Physiol, 2012. 590(Pt 13): p. 3009-17. 

269. Mohr, F., et al., Dysfunctional Presynaptic M2 Receptors in the Presence of 
Chronically High Acetylcholine Levels: Data from the PRiMA Knockout Mouse. 
PLoS One, 2015. 10(10): p. e0141136. 

270. Oliveira, L., M.A. Timoteo, and P. Correia-de-Sa, Modulation by adenosine of 
both muscarinic M1-facilitation and M2-inhibition of [3H]-acetylcholine release 
from the rat motor nerve terminals. Eur J Neurosci, 2002. 15(11): p. 1728-36. 

271. Fryer, A.D. and J. Maclagan, Muscarinic inhibitory receptors in pulmonary 
parasympathetic nerves in the guinea-pig. Br J Pharmacol, 1984. 83(4): p. 973-
8. 

272. Zhou, H., et al., Heterogeneity of release-inhibiting muscarinic autoreceptors in 
heart atria and urinary bladder: a study with M(2)- and M(4)-receptor-deficient 
mice. Naunyn Schmiedebergs Arch Pharmacol, 2002. 365(2): p. 112-22. 

273. Wess, J., Molecular biology of muscarinic acetylcholine receptors. Crit Rev 
Neurobiol, 1996. 10(1): p. 69-99. 

274. Forster, G.L., et al., M5 muscarinic receptors are required for prolonged 
accumbal dopamine release after electrical stimulation of the pons in mice. J 
Neurosci, 2002. 22(1): p. RC190. 

275. Foster, D.J., et al., M5 receptor activation produces opposing physiological 
outcomes in dopamine neurons depending on the receptor's location. J 
Neurosci, 2014. 34(9): p. 3253-62. 

276. Chen, S.R., et al., Differential regulation of primary afferent input to spinal cord 
by muscarinic receptor subtypes delineated using knockout mice. J Biol Chem, 
2014. 289(20): p. 14321-30. 

277. Andersson, K.E., R. Soler, and C. Fullhase, Rodent models for urodynamic 
investigation. Neurourol Urodyn, 2012. 30(5): p. 636-46. 



Literaturverzeichnis 

 

 

 

76 

 

278. De Wachter, S., Afferent signaling from the bladder: species differences evident 
from extracellular recordings of pelvic and hypogastric nerves. Neurourol 
Urodyn, 2011. 30(5): p. 647-52. 

279. Lemack, G.E., et al., Physiologic sequelae of partial infravesical obstruction in 
the mouse: role of inducible nitric oxide synthase. J Urol, 1999. 161(3): p. 1015-
22. 

280. Nandigama, R., et al., Muscarinic acetylcholine receptor subtypes expressed by 
mouse bladder afferent neurons. Neuroscience, 2010. 168(3): p. 842-50. 

281. Khandelwal, P., S.N. Abraham, and G. Apodaca, Cell biology and physiology of 
the uroepithelium. Am J Physiol Renal Physiol, 2009. 297(6): p. F1477-501. 

282. Wang, J.Q., et al., Toll-Like Receptors and Cancer: MYD88 Mutation and 
Inflammation. Front Immunol, 2014. 5: p. 367. 

283. Irvine, K.L., et al., The molecular basis for recognition of bacterial ligands at 
equine TLR2, TLR1 and TLR6. Vet Res, 2013. 44: p. 50. 

284. Park, B.S., et al., The structural basis of lipopolysaccharide recognition by the 
TLR4-MD-2 complex. Nature, 2009. 458(7242): p. 1191-5. 

285. Li, X.C., Y. Shao, and J.L. Zhuo, AT1a receptor signaling is required for basal 
and water deprivation-induced urine concentration in AT1a receptor-deficient 
mice. Am J Physiol Renal Physiol, 2012. 303(5): p. F746-56. 

286. Althaus, M., et al., Mechano-sensitivity of epithelial sodium channels (ENaCs): 
laminar shear stress increases ion channel open probability. FASEB J, 2007. 
21(10): p. 2389-99. 

287. Guo, D., et al., Role of epithelial Na+ channels in endothelial function. J Cell 
Sci, 2016. 129(2): p. 290-7. 

288. Peng, C.W., et al., Role of pudendal afferents in voiding efficiency in the rat. Am 
J Physiol Regul Integr Comp Physiol, 2008. 294(2): p. R660-72. 

289. Todd, J.K., Afferent Impulses in the Pudendal Nerves of the Cat. Q J Exp 
Physiol Cogn Med Sci, 1964. 49: p. 258-67. 

290. Danziger, Z.C. and W.M. Grill, Dynamics of the sensory response to urethral 
flow over multiple time scales in rat. J Physiol, 2015. 593(15): p. 3351-71. 

291. Deckmann, K., et al., Cholinergic urethral brush cells are widespread throughout 
placental mammals. Int Immunopharmacol, 2015. 29(1): p. 51-6. 

292. Kandel, C., et al., ENaC in Cholinergic Brush Cells. Front Cell Dev Biol, 2018. 
6: p. 89. 

293. Deckmann, K., et al., Muscarinic receptors 2 and 5 regulate bitter response of 
urethral brush cells via negative feedback. FASEB J, 2018. 32(6): p. 2903-2910. 

 

 



Publikationsübersicht 

 

 

 

77 

 

6 Publikationsübersicht 

Orignalarbeiten 

 

I. Deckmann K*, Filipski K*, Krasteva-Christ G, Fronius M, Althaus M, Rafiq A, 
Papadakis T, Renno L, Jurastow I, Wessels L, Wolff M, Schütz B, Weihe E, 
Chubanov V, Gudermann T, Klein J, Bschleipfer T, Kummer W. Bitter triggers 
acetylcholine release from polymodal urethral chemosensory cells and bladder 
reflexes. Proc Natl Acad Sci U S A. 2014;111(22):8287-92. 
 

II. Deckmann K, Krasteva-Christ G, Rafiq A, Herden C, Wichmann J, Knauf S, 
Nassenstein C, Grevelding CG; Dorresteijn A, Chubanov V, Gudermann T, 
Bschleipfer T, Kummer W. Cholinergic urethral brush cells are widespread 
throughout placental mammals. Int Immunopharmacol. 2015 Nov;29(1):51-6. 
 

III. Deckmann K, Rafiq A, Erdmann C, Illig C, Durschnabel M, Wess J, Weidner 
W, Bschleipfer T, Kummer W. Muscarinic receptors 2 and 5 regulate bitter 
response of urethral brush cells via negative feedback. FASEB J. 2018, Jan 
17:fj201700582R. Epub 2018 Jan 17 
 

IV. Kandel C, Schmidt P, Perniss A, Keshavarz M, Scholz P, Osterloh S, Althaus 
M, Kummer W, Deckmann K. ENaC in Cholinergic Brush Cells. Front Cell 
Dev Biol. 2018 Aug 15;6:89. doi: 10.3389/fcell.2018.00089. eCollection 2018. 
 

V. Perniss A*, Schmidt P*, Soultanova A, Papadakis T, Dahlke K, Voigt A, Schütz 
B, Kummer W, Deckmann K. Development of epithelial cholinergic 
chemosensory cells of the urethra and trachea of mice. Cell Tissue Res 2021 
Jul;385(1):21-35. 

 

Übersichtsarbeiten  

 
VI. Deckmann K, Kummer W. Chemosensory epithelial cells in the urethra: 

sentinels of the urinary tract. Histochem Cell Biol. 2016 Dec; 146(6):673-683.  
 

VII. Kummer W, Deckmann K. Brush cells, the newly identified gatekeepers of the 
urinary tract. Curr Opin Urol. 2017 Mar; 27(2):85-92.  
 

 



 

 

 

 

78 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

79 

 

7 Publikationen 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

80 

 

 



Publikationen 

 

 

 

81 

 



Publikationen 

 

 

 

82 

 



Publikationen 

 

 

 

83 

 



Publikationen 

 

 

 

84 

 



Publikationen 

 

 

 

85 

 



Publikationen 

 

 

 

86 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

87 

 



Publikationen 

 

 

 

88 

 



Publikationen 

 

 

 

89 

 



Publikationen 

 

 

 

90 

 



Publikationen 

 

 

 

91 

 



Publikationen 

 

 

 

92 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

93 

 



Publikationen 

 

 

 

94 

 



Publikationen 

 

 

 

95 

 



Publikationen 

 

 

 

96 

 



Publikationen 

 

 

 

97 

 



Publikationen 

 

 

 

98 

 



Publikationen 

 

 

 

99 

 



Publikationen 

 

 

 

100 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

101 

 



Publikationen 

 

 

 

102 

 



Publikationen 

 

 

 

103 

 



Publikationen 

 

 

 

104 

 



Publikationen 

 

 

 

105 

 



Publikationen 

 

 

 

106 

 



Publikationen 

 

 

 

107 

 



Publikationen 

 

 

 

108 

 



Publikationen 

 

 

 

109 

 



Publikationen 

 

 

 

110 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

111 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

112 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

113 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

114 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

115 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

116 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

117 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

118 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

119 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

120 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

121 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

122 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

123 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

124 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

125 

 

 



Publikationen 

 

 

 

126 

 



Publikationen 

 

 

 

127 

 



Publikationen 

 

 

 

128 

 



Publikationen 

 

 

 

129 

 



Publikationen 

 

 

 

130 

 



Publikationen 

 

 

 

131 

 



Publikationen 

 

 

 

132 

 



Publikationen 

 

 

 

133 

 



Publikationen 

 

 

 

134 

 



Publikationen 

 

 

 

135 

 



Publikationen 

 

 

 

136 

 



Publikationen 

 

 

 

137 

 



Publikationen 

 

 

 

138 

 

 

 

 

 

 



Publikationen 

 

 

 

139 

 

Aus Lizenzgrüden ist dieser Artikel hier nicht enthalten: 

 

 

 

 

 

Kummer, Wolfgang; Deckmann, Klaus. Brush cells, the newly identified 

gatekeepers of the urinary tract. Current Opinion in Urology 27(2):p 85-92, 

March 2017. DOI: 10.1097/MOU.0000000000000361



Publikationen 

 

 

 

140 

 

 
8 Eidesstattliche Erklärung 
 

Ich erkläre hiermit an Eides statt, dass ich die vorliegende Habilitationsschrift über „Die 

Entdeckung und Charakterisierung der urethralen cholinergen chemosen-

sorischen Zelle“ selbständig angefertigt und mich anderer Hilfsmittel als der in ihr 

angegebenen nicht bedient habe, insbesondere, dass alle Entlehnungen aus anderen 

Schriften mit Angabe der betreffenden Schrift gekennzeichnet sind. 

Ich versichere, nicht die Hilfe einer kommerziellen Habilitations- oder 

Promotionsvermittlung in Anspruch genommen zu haben.  

 

Gießen, den 13. Dezember 2021 

 

__________________ 

Klaus Deckmann 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Eidesstattliche Erklärung 

 

 

141 

 

 

9 Danksagung 

 

Die Grundlage der vorliegenden Arbeit wurde von Januar 2012 bis Dezember 2021 

am Institut für Anatomie und Zellbiologie der Justus-Liebig-Universität Gießen 

angefertigt. 

 

Mein ganz besonderer Dank gilt Herrn Prof. Wolfgang Kummer für die sehr gute 

Unterstützung und Betreuung während meiner Habilitation. 

Außerdem danke ich meiner ganzen Arbeitsgruppe für die sehr gute Zusammenarbeit. 

Hierbei ist insbesondere Herr Martin Bodenbenner-Türich, Frau Tamara Papadakis, 

Frau Silke Wiegand und Frau Theresa Eiffert zu danken.  

Ich möchte auch Frau Prof. Gabriela Krasteva-Christ und Frau Dr. Katharina Filipski 

für die Vorarbeiten dieser Arbeit danken.  

Ich danke auch Herrn Prof. Thomas Bschleipfer.  

Des Weiteren bedanke ich mich bei Frau Chrissy Kandel, Frau Patricia Schmidt und 

Herrn Alexander Perniss, die zum Gelingen dieser Arbeit maßgeblich beigetragen 

haben. 

Bei allen Kooperationspartnern möchte ich mich für die erfolgreiche Zusammenarbeit 

bedanken. 

Nicht zuletzt möchte ich mich bei allen Mitarbeitern unseres Instituts für das 

angenehme Arbeitsklima und die gegenseitige Unterstützung bedanken. 

 

Außerdem gilt mein Dank meiner Frau Désirée, meinem Sohn Lukas, meinem Hund 

Junior und meinen Eltern für alles was sie für mich getan haben. 

 

DANKE. 

 

 


