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1. Einleitung 

 
1.1 Die Gallenblase 
 

1.1.1 Anatomie 

Die Gallenblase (Vesica biliaris) ist ein birnenförmiges, akzessorisches und 

intraperitoneal gelegenes Speicherorgan für die in der Leber produzierte Galle.  

Zusammen mit dem Ductus hepaticus sinister et dexter, dem Ductus cysticus und dem 

Ductus choledochus zählt sie zu den extrahepatischen Gallenwegen, die Galle 

speichern und in das Duodenum drainieren. Die Galle stammt aus den intrahepatischen 

Gallenwegen, die bis zur Leberpforte gehen und die von den Hepatozyten produzierte 

Galle der Leber in die extrahepatischen Gallenwege drainieren. Zusammen bilden sie 

ein stark verzweigtes und funktionelles tubuläres Netzwerk (Han et al., 2013). 

Anatomisch wird die Gallenblase in vier Regionen unterteilt: Gallenblasenboden (Fundus 

vesicae biliaris), Gallenblasenkörper (Corpus vesicae biliaris), Trichter (Infundibulum 

vesicae biliaris) und Gallenblasenhals (Collum vesicae biliaris) (Abbildung 1). In der 

Maus liegt die Gallenblase dorsal am zentralen Isthmus des Lobus quadratus der Leber. 

Dort ist sie über lockeres Bindegewebe, worin sich lymphatische sowie venöse Gefäße 

befinden, mit der Leber verbunden. Der nicht mit der Leber verbundene Teil der 

Gallenblase ist wie die Leber vom Peritoneum überzogen. 

Die Gallenblase drainiert die Galle über den Ductus cysticus in den Ductus choledochus, 

beide haben keine peristaltische Motilität. Im Ductus cysticus befindet sich kein 

Sphinkter. Der Ductus choledochus und der Ductus pancreaticus, der das 

Pankreassekret drainiert, bilden am Kopf des Pankreas eine Vereinigung, die Ampulla 

hepatopancreatica. Sie penetrieren die Wand des Duodenums, so dass dort eine kleine 

Vorwölbung (Papilla duodeni major) entsteht. Diese Einmündungsstruktur beinhaltet 

auch einen Komplex verschiedener Einzelmuskeln, die durch ihre Sphinkterfunktionen 

die Abgabe von Gallenflüssigkeit und Pankreassekret in die Pars descendens duodeni 

kontrollieren (Housset et al., 2016; Oldham-Ott & Gilloteaux, 1997). 
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Abbildung 1: Anatomischer Aufbau der Gallenblase. 
Schematische Darstellung der extrahepatischen Gallenwege der Maus. 
 

1.1.2 Histologie der Gallenblasenwand 

Die Gallenblasenwand besteht aus vier Schichten: Tunica mucosa, Tunica muscularis, 

Tela subserosa und Tunica serosa. Anders als andere Bereiche des 

Gastrointestinaltrakts besitzt die Gallenblase keine Lamina muscularis mucosae 

(Housset et al., 2016; Treuting & Dintzis, 2015). Die Tunica mucosa (Schleimhaut) 

besteht aus einer Epithelzellschicht, der Lamina epithelialis, und einer gefäßreichen 

Lamina propria. Die Epithelzellschicht ist einschichtig und hochprismatisch und mit 

kurzen Mikrovilli besetzt (Abbildung 2) (Hayward & Johnston, 1961; Oldham-Ott & 

Gilloteaux, 1997). Den dominierenden Anteil des transportierenden Epithels bilden 

Hauptzellen, sogenannte Cholangiozyten, die für den Wasserentzug der Galle sowie den 

Schutz der Schleimhaut durch Sekretion von Mucinen verantwortlich sind. Becherzellen 

fehlen. Flaschenförmige Bürstenzellen, deren Mikrovilli sich durch ihre Länge und ihre 

tiefe Verankerung im Zytoplasma durch Aktinfilamentbündel von denen der 

Cholangiozyten unterscheiden, sind auch Teil der Lamina epithelialis (Oldham-Ott & 

Gilloteaux, 1997; Treuting & Dintzis, 2015; Yamada, 1955). Bis auf das Vorkommen von 

Proteinen der Geschmackstransduktionskaskade ist die Funktion der biliären 

Bürstenzelle größtenteils unbekannt (Finger & Kinnamon, 2011; Luciano & Reale, 1969; 

Luciano & Reale, 1979, 1990; Luciano et al., 1968; Luciano & Reale, 1997). 

Die Tunica mucosa zeigt außerdem eine extreme Auffaltung. Die Einbuchtungen reichen 

teils bis in die Tunica muscularis (Rokitansky-Aschoff-Krypten) und formen polygonale 

Abbildung 1: Anatomischer Aufbau der Gallenblase. 
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Einsenkungen. Entsprechend des Füllungszustandes der Gallenblase ändern sich die 

Auffaltungen in ihrer Dichte, Form und Tiefe (Oldham-Ott & Gilloteaux, 1997; Yamada, 

1955). 

Die nächste Schicht der Gallenblasenwand ist die Tunica muscularis. Scherengitterartig 

angeordnete Bündel glatter Muskelzellen bilden spiralförmige Muskelzüge, so dass eine 

optimale Kontraktion und Entleerung des Organs ermöglicht wird. Zwischen den 

Muskelbündeln befinden sich breite Bindegewebssepten, die Kollagen und elastische 

Fasern enthalten (Treuting & Dintzis, 2015). 

Die letzte Schicht der Gallenblase, die der Leber anliegt, wird von einer Tela subserosa 

und Tunica adventitia ausgebildet. Der übrige Teil bildet mit der Tunica serosa den 

Übergang zum Peritoneum aus (Housset et al., 2016; Treuting & Dintzis, 2015). 

 
 

 

Abbildung 2: Elektronenmikroskopische Übersichtsaufnahme des Gallenblasenepithels der Maus. 
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Abbildung 2: Elektronenmikroskopische Übersichtsaufnahme des 
Gallenblasenepithels der Maus. 
In dieser elektronenmikroskopischen Übersichtsaufnahme ist der dominierende Zelltyp 
des Gallenblasenepithels erkennbar (blau umrandet). Die Cholangiozyten in ihrer 
hochprismatischen Form bilden die Lamina epithelialis der Tunica mucosa 
(Schleimhautschicht) der Gallenblase. Zur luminalen Oberflächenvergrößerung der Zelle 
tragen Mikrovilli (schwarze Pfeile) bei. Luminal außerhalb der Zelle ist ein Schleimfilm 
erkennbar (rote Kästen), der von Mucinen gebildet wird. Zwischen den Epithelzellen sind 
parazelluläre Auffaltungen sichtbar (rote Sternchen). In der apikalen Zellregion sind 
Mucingranula sichtbar, deren Größe zum Lumen hin abnimmt. In der basalen Zellregion 
erkennt man den Zellkern (rote Pfeile). Nach basal werden die Epithelzellen von der 
Basallamina (schwarze Pfeilspitzen) begrenzt. Des Weiteren ist eine Endothelzelle (E) 
der Blutversorgung sowie eine Zelle des Immunsystems (ImS) erkennbar. Dabei handelt 
es sich hier um einen Makrophagen. 
 

1.1.2.1 Cholangiozyten 

Cholangiozyten sind eine heterogene Zellpopulation, die die Lamina epithelialis der 

Gallenwege bilden. Entlang der intra- und extrahepatischen Gallenwege transportieren 

und modifizieren sie die von den Hepatozyten gebildete Galle über einen koordinierten 

Transport von Ionen, Wasser und anderen löslichen Molekülen. Ihre regulatorische 

Funktion auf die Eigenschaften der Galle wird maßgeblich von Peptiden, Hormonen, 

Neurotransmittern und Gallensäuren gesteuert (Tabibian et al., 2013). 

 

1.1.3 Gefäßversorgung 

Die Gallenblase wird arteriell über die Arteria cystica, welche dem Ramus dexter der 

Arteria hepatica propria entspringt, versorgt. Die Arteria hepatica propria zieht 

zusammen mit der Vena portae hepatis und dem Ductus choledochus im Ligamentum 

hepatoduodenale zur Porta hepatis (Leberpforte). Manchmal entspringt die Arteria 

cystica auch aus der Arteria hepatica sinistra, der Arteria hepatica communis oder der 

Arteria gastroduodenalis. Venöses Blut der Gallenblase wird über ein Netzwerk kleiner 

Gefäße sowie über die Vena cystica drainiert, welche dann in die Vena portae mündet 

(Halvorsen & Myking, 1971). 

 

1.1.4 Lymphabfluss 

Die Lymphflüssigkeit der Gallenblase drainiert über zwei unterschiedliche Wege. Zum 

einen drainiert sie in die präaortalen, um den Truncus coeliacus gelegenen 

Lymphknoten, den Nodi lymphatici coeliaci. Zum anderen drainiert sie in Lymphknoten 

am oberen und hinteren Rand der Bauchspeicheldrüse entlang der Arteria 
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pancreaticoduodenalis superior in die Nodi lymphatici pancreaticoduodenales 

superiores (Sato et al., 2013). 

 

1.1.5 Innervation 

Die Motilität der Gallenblase wird hormonell und nerval gesteuert. In der Gallenblase 

kommen sympathische, parasympathische und sensorische Nervenfasern aus dem 

Plexus hepaticus vor. 

Während Ganglien, also Anhäufungen von Nervenzellkörpern, sich nur in bestimmten 

Schichten der Gallenblasenwand befinden, verlaufen ihre Nervenfasern in allen drei 

Schichten (Balemba et al., 2004; Gilloteaux et al., 1989; Mawe et al., 1997; Talmage et 

al., 1996). 

In der Tunica serosa befinden sich die meisten Ganglien, sie sind über nicht-

myelinisierte Nervenfaserbündel miteinander verbunden. In der Tunica serosa verlaufen 

die Nervenfasern zusammen mit den Blutgefäßen. 

In der Tunica muscularis, die im Gegensatz zum Menschen bei der Maus kaum 

ausgeprägt ist, befindet sich ein Nervenplexus, der jedoch keine Ganglien enthält. 

Gleiches gilt für para- und perivaskuläre Muskelschichten. 

Auch die Lamina propria der Tunica mucosa beinhaltet Nervenbündel, deren 

Nervenenden bis zur Lamina epithelialis reichen (Wahlin et al., 1977). 

Die Neuronen der Gallenblase bestehen aus zwei homogenen Populationen. Anders als 

im Gastrointestinaltrakt, in dem 8 unterschiedliche Neuronentypen cholinerge und nicht-

cholinerge Nervenzellen beinhalten, sind alle Neuronen innerhalb der Gallenblase 

cholinerg und immunreaktiv für die Cholin-Acetyltransferase (ChAT), welche die 

Synthese des Neurotransmitters Acetylcholin bewerkstelligt  (Balemba et al., 2004; 

Mawe et al., 1997; Talmage et al., 1996). 

Über 80% der Neuronen sind neben ChAT immunreaktiv für Substanz P, Neuropeptid 

Y, Somatostatin und Nociceptin/Orphanin. Alle anderen Neuronen sind immunreaktiv für 

Vasoaktives Intestinales Peptid, Pituitary adenylyl cyclase activating polypeptide 

(PACAP) und Stickstoffmonoxid-Synthase (Balemba et al., 2004; Sundler et al., 1977; 

Talmage et al., 1996; Uemura et al., 2015). 

Elektrophysiologische Studien in Meerschweinchen und Menschen zeigten, dass die 

Neuronen in der Gallenblase keine spontanen Aktionspotentiale aufweisen. Lediglich 

extrinsische Impulse, beispielsweise über den Nervus vagus, die die in der 

Gallenblasenwand lokalisierten Neuronen erreichen, induzieren deren Aktivierung und 
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die daran gekoppelte Sekretion von Neurotransmittern an die Zielzellen (Balemba et al., 

2004). 

Zusammenfassend ist das neuronale Netzwerk der Gallenblase für die Nozizeption 

(Schmerzwahrnehmung) und den Tonus der Gallenblasenwand zuständig. Außerdem 

beeinflusst es über Neuropeptide und Neurotransmitter Zielzellen innerhalb des Epithels 

(Housset et al., 2016; Mawe et al., 1997; Talmage et al., 1996). 

 

1.1.6 Embryogenese 

Das intra- und extrahepatische Gallengangssystem haben eine unterschiedliche 

Ontogenese, dennoch bilden sie ein gemeinsames funktionelles Netzwerk, um die Galle 

in das Duodenum abzuleiten. Beide Gallengangssysteme drainieren die von den 

Hepatozyten der Leber produzierte Galle und sind dabei von weitgehend gleichen 

Epithelzellen ausgekleidet, den Cholangiozyten (Han et al., 2013). 

Die extrahepatischen Gallenwege beinhalten den Ductus hepaticus dexter und sinister, 

die Gallenblase, den Ductus cysticus sowie den Ductus choledochus (Cardinale et al., 

2012; Roskams & Desmet, 2008; Zong & Stanger, 2011) und bilden sich vor den 

intrahepatischen Gallenwegen aus (Clotman et al., 2002). Die intrahepatischen 

Gallenwege entwickeln sich zusammen mit der Leber aus Hepatoblasten-ähnlichen 

Zellen zu Cholangiozyten (Antoniou et al., 2009; Raynaud et al., 2011). 

Die Ausbildung extra- sowie intrahepatischer Gallenwege erfordert Zell-Zell-

Interaktionen, die zu einer Regulation von Zelldifferenzierung und Morphogenese 

beitragen (Raynaud & Carpentier, et al., 2011). Die Entstehung der Anastomose beider 

Systeme ist bisher nicht verstanden (Tan & Moscoso, 1994b). Für die Entwicklung beider 

Systeme sind sowohl das HHEX-Gen (Hex homeobox gene) (Hunter et al., 2007) sowie 

die HNF6/HNF1β (Hepatocyte Nuclear Factor 6/Hepatocyte Nuclear Factor 1 beta) 

Transskriptionskaskade unerlässlich (Clotman et al., 2002; Coffinier et al., 2002). 

 

1.1.6.1 Extrahepatische Gallenwege 

Die Anatomie des extrahepatischen Gallengangsystems, welches die Gallenblase, den 

Ductus hepaticus dexter et sinister sowie den Ductus choledochus zusammenfasst, ist 

beim Menschen und der Maus gleich, jedoch ist ihre Embryologie unterschiedlich 

(Higashiyama et al., 2016). 

Die Vorläuferzellen der extrahepatischen Gallenwege entstammen bei der Maus, anders 

als im Menschen, nicht von den Hepatozyten. Auch besteht während der Entwicklung, 
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im Gegensatz zum Menschen (Tan & Moscoso, 1994a, 1994b), kein kontinuierlicher 

Kontakt zur Leber (Lemaigre, 2010). Eine eigenständige endodermale Formation am 

ventralen Darmrohr entwickelt sich zum ventralen Pankreas, dem extrahepatischen 

Ausflusstrakt sowie zur Gallenblase. Die Expression der Transkriptionsfaktoren SOX17 

(SRY-box transcription factor 17) und PDX1 (pancreatic and duodenal homeobox 1) ist 

dabei von besonderer Bedeutung (Spence et al., 2009). 

Am 8.-9. Tag nach Implantation des Embryos (E8.5) wächst das Mesenchym des 

Septum transversum, eine Formation zwischen Herz- und Bauchhöhle, nach posterior, 

kaudal der Leberanlage. Dort wird die Entwicklung von Vorläuferzellen der 

extrahepatischen Gallenwege zusammen mit der des ventralen Pankreas induziert, 

indem das Protein BMP4 (Bone Morphogenetic Protein 4) die Differenzierung zu 

Vorläuferzellen initiiert, in denen SOX17 und PDX1 induziert werden (Saito et al., 2013; 

Spence et al., 2009; Uemura et al., 2015). 

Am 10.-11. Tag nach Implantation des Embryos (E10.5) liegt die Anlage der 

extrahepatischen Gallenwege an einer Elongation des Darmrohrs zwischen der 

Leberknospe und dem ventralen Pankreas in einer endodermalen Formation. 

Die Gallenblase und der Ductus cysticus erheben sich initial als ein tubuläres Netzwerk 

(Pars cystica), das durch eine Elongation des kaudalen Teils der Leberanlage 

(Leberdivertikel) gebildet wird (Abbildung 3a). 

Ein Teil des Pankreas liegt dorsal, der andere ventral des Darmrohrs. Das dorsale und 

ventrale Pankreas fusionieren, nachdem der ventrale Part im Uhrzeigersinn um den 

kaudalen Teil des Darmrohrs rotiert (Abbildung 3b). Während der Rotation gelangen der 

Ductus choledochus und der Ductus pancreaticus in ihre endgültige Position dorsal des 

Duodenums. Zunächst drainiert das Pankreas durch den ventralen Teil und verschmilzt 

mit dem Ductus choledochus auf Höhe der Papilla duodeni major des Duodenums 

(Tomita & Hara, 2022). Durch Verschmelzung des ventralen und dorsalen Teil des 

Pankreas entsteht der Ductus pancreaticus (Adkins et al., 2000; Tomita & Hara, 2022). 

Die Dilatation der Gallenblase und der gemeinsame funktionelle Abfluss des Pankreas 

und der Leber erfolgen in etwa zeitgleich (Roskams & Desmet, 2008). Die äußere 

Schicht der Gallenblase und der Ductus cysticus entwickeln sich aus der Kondensation 

der Mesenchymzellen um die ursprüngliche epitheliale (endodermale) Masse. 

Ein Pool von Vorläuferzellen des extrahepatischen Gallengangssystems sowie des 

Pankreas co-exprimiert initial die Transkriptionsfaktoren PDX1 und SOX17. PDX1-

negative/SOX17-positive Zellen bilden Vorläuferzellen der Gallenblase, PDX1-

positive/SOX17-negative Zellen Vorläuferzellen des ventralen Pankreas (Abbildung 3c). 

Eine Deletion von SOX17 führt also zu einem unmittelbarem Verlust biliärer Strukturen 

mit einem Ersatz durch Gewebe des Pankreas (Spence et al., 2009). Vorläuferzellen 
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von Hepatozyten und des intrahepatischen Gallengangssystems sind hingegen PDX1-

negative Zellen. Außerdem erfordert die Entwicklung der Gallenblase über den Sonic-

Hedgehog-Signalweg den Transskriptionsfaktor Foxf1 (Forkhead box f1). Die 

Expression von Foxf1 beschränkt sich auf das ventrale Mesoderm, das zur Bildung des 

Darmrohrs beiträgt, wozu die Gallenblase, die Leber, das Pankreas und der Darm 

gehören. Eine Haploinsuffizienz von Foxf1 resultiert in Mäusen in einer gestörten 

Organogenese der Gallenblase mit Malformation der glatten Muskelschicht innerhalb der 

Tunica muscularis, reduzierter mesenchymaler Zellzahl sowie fehlender biliärer 

Epithelzellschicht (Kalinichenko et al., 2002). Sumazaki beschreibt außerdem den 

Transkriptionsfaktor HES-1 (Hairy and Enhancer of Splithomolog-1) als wesentlich für 

die Entwicklung der extrahepatischen Gallenwege (Sumazaki et al., 2004). 
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Abbildung 3: Die Entwicklung der extrahepatischen Gallenwege in der Maus. 
a) Entwicklung der extrahepatischen Gallenwege. In der Maus liegt die 
Gallenblasenanlage an einer Elongation des Darmrohrs zwischen der Leberknospe und 
dem ventralen Pankreas.  
b) Entwicklung von Leber, Pankreas und Gallengangssystem. Links: Die Gallenblase 
und der Ductus cysticus entstehen zunächst als gemeinsame tubuläre Struktur. Diese 
liegt zwischen der Elongation des kaudalen Teils der Leberanlage und dem ventralen 
Pankreas. Durch eine Rotation im Uhrzeigersinn am kaudalen Darmrohr fusionieren das 

Abbildung 3: Die Entwicklung der extrahepatischen Gallenwege in der Maus. 
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ventrale und dorsale Pankreas. Rechts: Während der Fusion vereinigen sich der Ductus 
choledochus und der Ductus pancreaticus in ihrer endgültigen Position in der Papilla 
duodeni major. 
c) Molekulare Regulation der extra- und intrahepatischen Gallenwege. PDX1 und 
SOX17 regulieren die Entwicklung der extrahepatischen Gallenwege.  
EX = X. Tag nach Implantation des Embryos. 

 

1.1.7 Physiologie der Gallenblasenentleerung 

Unter physiologischen Bedingungen speichert die Gallenblase den Großteil (etwa 80%) 

der von der Leber produzierten Galle zwischen. Anschließend reguliert sie die Abgabe 

der Galle in das Duodenum (Lanzini et al., 1987). Entscheidend dafür, ob die von der 

Leber produzierte Galle zwischengespeichert wird oder direkt in den 

Gastrointestinaltrakt fließt, ist der kontraktile Zustand der Gallenblase und des Musculus 

sphincter Oddi (Torsoli et al., 1990). In der interdigestiven Phase fließt die Galle durch 

den Druck bevorzugt zu 90% in die Gallenblase statt direkt in den Ductus choledochus. 

Dort wird sie gespeichert und konzentriert (Krishnamurthy & Krishnamurthy, 2002). Etwa 

10% der Galle fließt durch frequente Kontraktionen des Musculus sphincter Oddi und 

dem zwischenzeitlichen Zuwachs des Drucks in der Gallenblase kontinuierlich als Leck 

in das Duodenum (Toouli et al., 1986). Vermutlich wird dadurch der enterohepatische 

Kreislauf der Gallensäuren in der interdigestiven Phase aufrecht erhalten (Housset et 

al., 2016). Da sich die Gallenblase dem Volumen anpasst, führen auch erhebliche 

Volumenänderungen nur zu kleinen Änderungen des intraluminalen Drucks. Im Rahmen 

der Nahrungsaufnahme bewirkt die aktive Kontraktion der Gallenblase eine Erhöhung 

des intraluminalen Drucks gefolgt von einem intraluminalen Druckanstieg im Ductus 

choledochus. Die Relaxation des Musculus sphincter Oddi erlaubt dann den Abfluss der 

Galle zur Verdauung und Absorption von Nahrungsfetten im Duodenum. 

Die Entleerung der Gallenblase bei Nahrungsaufnahme wird grundsätzlich in drei 

Phasen unterteilt. In der postprandialen Phase wird die Galle schnell ausgetrieben, 

gefolgt von einer Auffüllungsphase, in der die Gallenblase 30 min postprandial das 

größte Volumen hat. In der dritten Phase entleert sich die Gallenblase langsam aber 

kontinuierlich über 2 Stunden (Howard et al., 1991). Die Gallenblase entleert ca. 80% 

ihres Volumens. Überlagert von den drei Phasen wird die Entleerung der Gallenblase 

von wiederholten kurzen Perioden der Füllung und Entleerung unterbrochen (Abiru et 

al., 1994; Itoh & Takahashi, 1981; Lanzini et al., 1987; Traynor et al., 1984). 

Eine Überfüllung der Gallenblase durch den kontinuierlichen Zufluss frischer Galle aus 

der Leber wird durch einen kontinuierlichen Abfluss der Galle in das Duodenum 

verhindert. 
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Trotz kontinuierlicher Zu- und Abflüsse wird besonders im distalen Teil der Gallenblase, 

also am Gallenblasenboden, die Galle ständig konzentriert (Howard et al., 1991; 

Kaufman, 1959). 

 

1.1.8 Regulation der Gallenblasenentleerung 

Die Entleerung der Gallenblase wird durch Nahrungsaufnahme und -verdauung 

reguliert; dies wird über neurohormonelle Signale vermittelt. Zum einen beeinflussen 

Phasen der Nahrungsaufnahme die Regulation der Gallenblasenentleerung, zum 

anderen neurogene Einflüsse. 

Bereits in der cephalischen Phase, also vor der Nahrungsaufnahme, entleert sich die 

Gallenblase bis auf etwa die Hälfte des Volumens (Fisher et al., 1986; Howard et al., 

1991). Die Menge der Entleerung entspricht der gleichen wie bei einer direkten 

cholinergen Stimulation, die mit dem muskarinergen Acetylcholinrezeptorblocker Atropin 

aufgehoben werden kann (Fisher et al., 1986). Ebenfalls bewirkt eine elektrische 

Stimulation des vorderen Hypothalamus eine Kontraktion der Gallenblase mit simultaner 

Relaxation des Musculus sphincter Oddi. Dabei steigt die Plasmakonzentration des 

Peptidhormons Cholezystokinin, welches postprandial der Hauptauslöser der 

Gallenblasenkontraktion ist, nicht an. Die neuronale Stimulation kann mit einer 

cervicalen Vagotomie aufgehoben werden (Furukawa & Okada, 1991). 

Zusammenfassend kann die Gallenblase also bereits vor Nahrungsaufnahme und 

unabhängig von Cholezystokinin in der cephalischen Phase kontrahieren und Galle 

austreiben. Hier haben neuronale Mechanismen, in denen der Nervus vagus sowie 

cholinerge Signalwege eine Rolle spielen, einen größeren Effekt als hormonelle Trigger 

(Fisher et al., 1986; Housset et al., 2016). 

In der postprandialen Phase, also nach der Nahrungsaufnahme, ist der Hauptstimulus 

der Entleerung das gastrointestinale Peptidhormon Cholezystokinin (Setchell et al., 

1982). Cholezystokinin wird von enteroendokrinen Zellen des proximalen Dünndarms 

sezerniert. Dies geschieht, wenn Nahrungsbrei das Duodenum passiert. Cholezystokinin 

kontrolliert neben der Entleerung der Gallenblase auch die Entleerung des 

Pankreassekrets aus dem Ductus pancreaticus (zusammengefasst von Housset et al., 

2016). Cholezystokinin besteht aus 8-58 Aminosäuren und agiert über die G-Protein 

gekoppelten Cholezystokininrezeptoren CCK1-R und CCK2-R. Insbesondere CCK1-R 

ist auf den glatten Muskelzellen in der Gallenblase präsent und hat eine 1000-fach 

höhere Affinität zu Cholezystokinin als zu Gastrin (Konno et al., 2015; Schjoldager et al., 

1989). Die physiologische Relevanz von Cholezystokinin wird dennoch hinterfragt, da 
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die EC50 (Half maximal effective concentration) einer durch Cholezystokinin induzierten 

Gallenblasenkontration in vitro viel höher liegt als die in vivo postprandial gemessene 

Serumkonzentration (Tokunaga et al., 1993). In elektrophysiologischen Studien konnte 

außerdem der Einfluss von Cholezystokinin auf präsynaptische vagale Neuronen 

gezeigt werden (Abbildung 4) (Mawe et al., 1997). Cholezystokinin stimuliert auch die 

Sekretion von Endothelin-1 (Housset et al., 1993), welches von den Cholangiozyten 

produziert wird (Fouassier et al., 1998; Housset et al., 1993) und insbesondere bei einer 

akuten Cholezystitis für einen erhöhten Muskeltonus sorgt (Al-Jiffry et al., 2004; Al-Jiffry 

et al., 2002). Neben dem Einfluss auf den Muskeltonus der Gallenblase reduziert 

Cholezystokinin den Tonus des Musculus sphincter Oddi, was ebenfalls zur Entleerung 

der Galle beiträgt. Sobald Gallensäuren im Duodenum vorhanden sind, wird die 

postprandiale Sekretion von Cholezystokinin gehemmt (Gomez et al., 1988; Malagelada 

et al., 1973). Das gastrointestinale Hormon Motilin stimuliert auch die muskuläre 

Gallenblasenwand (Itoh et al., 1982). 

Eine weitere Säule der Regulation der Gallenblasenentleerung stellt die neurogene 

Regulation dar. Eine Stimulation durch den Nervus vagus vermittelt einen cholinergen 

präganglionären Stimulus an die Neuronen der Gallenblase. Dies geschieht über 

nikotinerge Acetylcholinrezeptoren (nAChR). Die postganglionären Neuronen setzen 

wiederum den Neurotransmitter Acetylcholin an ihren Axonenden frei, welches den 

muskarinischen Acetylcholinezeptor Chrm3 (Cholinergic Receptor Muscarinic 3) auf den 

glatten Muskelzellen aktiviert, so dass die Gallenblase kontrahiert (Balemba et al., 2004; 

Eltze et al., 1997; Stengel & Cohen, 2002). Tachykinine, eine Neuropeptidfamilie, die 

Substanz P enthält, sind ebenfalls Neurotransmitter. Sie wurden in einem Großteil von 

Neuronen in Gallenblasen gefunden, die auch für eine Gallenblasenkontraktion 

verantwortlich sind. Über den Neurokininrezeptor-2 (NK2R) bewirken sie eine 

Gallenblasenkontraktion (Guo et al., 1989; Yau, 1990). 

Norepinephrin hingegen reduziert präsynaptisch über den α2-Adrenozeptor die 

Acetylcholinsekretion und hindert damit die Kontraktion. Das Vasoaktive intestinale 

Polypeptid (VIP) oder Stickstoffmonoxid (NO) werden von inhibitorischen 

Neurotransmittern in der Gallenblasenwand sezerniert und hindern ebenfalls die 

Kontraktion (Housset et al., 2016). 
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Abbildung 4: Neuronale Regulation der Gallenblase. 

Abbildung 4: Neuronale Regulation der Gallenblase. 
Präganglionäre Axonenden des Nervus vagus vermitteln eine cholinerge 
Signalübertragung auf postganglionäre Neuronen der Gallenblase, die hauptsächlich in 
der Tunica serosa lokalisiert sind. Dies wird über den nAChR vermittelt. Stimulierte 
Neuronen der Gallenblase sezernieren Acetylcholin und Tachykinine, die über den 
Chrm3 bzw. den NK2R eine Kontraktion glatter Muskelzellen bewirken. Cholezystokinin 
induziert über das präsynaptische Neuron eine erhöhte Acetylcholinsekretion und über 
den hoch affinen CCK1-R eine direkte Kontraktion glatter Muskelzellen. Norepinephrin 
reduziert über einen α2-Adrenorezeptor die postsynaptische Acetylcholinsekretion und 
hindert damit die Kontraktion. Eine Untergruppe von Neuronen in der Gallenblasenwand 
sezerniert inhibitorische Neurotransmitter. Dazu zählen das VIP oder NO. 

 

1.2 Mucus 

Mucus ist ein Sekret, das von Schleimhäuten produziert wird. Er besteht aus 

Glykoproteinen, anorganischen Salzen und Wasser. Mucus haftet an vielen epithelialen 

Oberflächen und ist Teil von Diffusionsbarrieren. Als chemische Barriere schützt er 

gegen für den Organismus schädliche Substanzen, auch dient er in einigen Organen als 

Schmiermittel (Allen et al., 1993; Chuang et al., 2011). Mucine sind die 

Hauptbestandteile des Mucus und sorgen für gelartige Eigenschaften (Moniaux et al., 

2001). Mucinproteine sind Glycoproteine mit einem großen Molekulargewicht. 

Verzweigte Seitenketten aus Oligosacchariden bilden mit sich wiederholenden 

Aminosäuresequenzen aus Threonin, Serin und Prolin eine „Flaschenbürsten-artige“ 
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Form der Mucine (Abbildung 5) (Yurewicz et al., 1982). Charakteristika von epithelialen 

Mucinen sind in Tabelle 1 zusammengefasst. 

Grundsätzlich sind Mucine in zwei strukturelle und funktionelle Einheiten organisiert: 

Membrangebunde Mucine (MUC1, MUC3, MUC4, MUC12, MUC17 und MUPCDH 

(Mucin-like Protocadherin) sind an der Zelloberfläche lokalisiert. MUC2, MUC5AC, 

MUC5B und MUC6 werden von Epithelzellen sezerniert und bieten einen gelartigen 

Schutz für die darunter liegende Tunica mucosa (Sasaki et al., 2007). 

Mucingene codieren für Mucinmonomere, die einen stabförmigen Apomucinkern 

ausbilden. Bis zum aktuellen Zeitpunkt sind 20 Mucingene auf unterschiedlichen 

Chromosomen identifiziert (Keicho & Hijikata, 2011). Neun Mucingene werden aktuell 

mit der Gallenblase und den assoziierten Erkrankungen in Verbindung gebracht. Dabei 

handelt es sich um MUC1, MUC2, MUC3A, MUC3B, MUC4, MUC5AC, MUC5B, MUC6, 

MUCPCDH, deren Charakteristika in Tabelle 2 zusammengefasst werden. 

Die meisten Mucingene befinden sich an zwei Orten auf den Chromosomen 7q22 und 

11p15.5 (Paris & Williams, 2000; Pigny et al., 1996). 

 

Molekulares Gewicht 120x106 Dalton 

Konfiguration Flaschenbürstenform 

Anteil Kohlenhydrate 65-80% 

Anteil Proteine 20-30% 

Charakteristische funktionelle 
Gruppen 

Negativ geladene Sulfat- und Carboxylgruppen 

Tabelle 1: Charakteristika von epithelialen Mucinen. 

 

1.2.1 Eigenschaften und physiologische Funktion von Mucus in der Gallenblase 

Das Mucinprotein in der Gallenblase wird synthetisiert und sezerniert durch 

Cholangiozyten. Die Identifizierung dieser mucinproduzierenden Zellen erfolgte durch 

Sheen et al., die über eine PAS-Färbung (Periodic acid-Schiff Reaction) die stark 

glykosylierten Mucine in den Sekretionsgranula innerhalb der Gallenblasenepithels 

sichtbar machten (Sheen et al., 1998). 

MUC2, MUC5AC, MUC5B und MUC6 werden von den Epithelzellen der Gallenblase 

gebildet und formen Polymere, die für die viskösen, elastischen und schützenden 

Eigenschaften des Mucus verantwortlich sind. 

Die membrangebundenen Proteine MUC1, MUC3A, MUC3B, MUC4 und MUPCDH 

besitzen eine hydrophobe Domäne, die in der Zellmembran verankert ist. Sie bilden 

keinen gelartigen Mucus (Vilkin et al., 2007). 

Der Proteinkern der Mucine in der Gallenblase lässt sich in zwei Domänen aufteilen. 

Eine Domäne ist glykosyliert und besteht zu großen Teilen aus Serin, Theonin und 
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Prolin. Sie ist durch kovalente Bindungen mit einer hohen Dichte an Kohlenhydraten 

glykolisiert. Über eine O-Glykolysierung sind die Mucine mit GalNac (N-

Acetylgalactosamin) verknüpft, welches wiederum GalNacs oder Gals (Galaktose) 

bindet. Die andere Domäne ist nicht glykosyliert und besteht aus den Aminosäuren 

Serin, Glutamat, Glutamin und Glycin (Abbildung 5). Sie bindet hydrophobe Liganden 

wie Bilirubin und 8-Anilinonaphtalin-1-Sulfonsäure (Afdhal et al., 1990). Chuang et al. 

beschreiben, dass insbesondere eine Störung der hydrophoben Domäne zur Bildung 

von Cholesterolsteinen im Rahmen einer Cholelithiasis beitragen kann. 

Die in Tabelle 2 aufgeführten Mucine kommen nicht in gleicher Häufigkeit vor. Die 

primären Mucine des Gallenblasenepithels im Menschen sind MUC3, MUC5B und 

MUC6 (Lee & Liu, 2001), wobei MUC5B dominiert (Van Klinken et al., 1998). 

Ho et al. stellten die Hypothese auf, dass Mucine der schleimproduzierenden Zellen in 

Schichten organisiert sind. MUC1 und MUC3 schützen als membrangebundene Mucine 

die apikale Zellmembran, MUC5AC und MUC5B bilden die nächste weiter luminale 

Schicht, während MUC5B und  MUC6 die letzte Schicht bilden und auch die 

dominierende Mucusschicht in Falten und Krypten sind (Ho et al., 2000). 

Die Präsenz und Zusammensetzung verschiedener Mucine in der Gallenblase sind 

wichtig für den Schutz gegen die detergentischen Eigenschaften von Gallensäuren (Ho 

et al., 2000; Vilkin et al., 2007). Inflammatorische Zytokine, bakterielle Metabolite, 

Proliferationsfaktoren, Chemikalien, Schadstoffe und das Immunsystem selbst können 

zu einer Überexpression von Mucinen führen (Maurer et al., 2009; Rege & Prystowsky, 

1998; Singh et al., 2019; Thai et al., 2008; Zen et al., 2002). Die Menge, Größe, 

Konzentration und chemischen Eigenschaften der Mucine können aufgrund oben 

genannter Umstände die Natur des Mucingels entscheidend verändern (Thornton & 

Sheehan, 2004). Beispielsweise zeigten Finzi et al., dass über den inflammatorischen 

Wachstumsfaktorrezeptor EGFR (Epidermal growth factor receptor) eine 

Überproduktion des gelbildenden MUC5AC stimuliert wird. TNF-α (Tumornekrosefaktor-

α), Interleukin-1β, p38 und MSK1 (Mitogen- and stress-activated protein kinase-1), die 

durch COX-2 (Cyclooxygenase-2), Prostaglandin-E2-Rezeptor und  Proteinkinase-A 

reguliert werden, werden auch mit einer Überproduktion von MUC5AC in Verbindung 

gebracht (Finzi et al., 2006). 
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Mucin Chromosomaler 

Locus 

Anzahl an 

Aminosäuren 

Funktion 

MUC1 1q21 273 Membrangebundenes 
Mucin 

MUC2 11p15.5 5179 Gelformendes Mucin 

MUC3A 7q22 1486 Membrangebundenes 
Mucin 

MUC3B 7q22 310 Membrangebundenes 
Mucin 

MUC4 3q29 5412 Membrangebundenes 
Mucin 

MUC5AC 11p15.5 1962 Gelformendes Mucin 

MUC5B 11p15.5 5762 Gelformendes Mucin 

MUC6 11p15.5 2439 Gelformendes Mucin 

MUPCDH 11p15.5 839 Membrangebundenes 
Mucin 

Tabelle 2: Gallenblasenassoziierte Mucine. 

 

Abbildung 5: Strukturelle Konfiguration von gelformenden Mucinen am Beispiel 
von MUC2. Vereinfachtes Modell von gelformenden Mucinen durch muköse 
Epithelzellen, also Cholangiozyten. Transmembranöse Mucine haften an der apikalen 
Zellmembran der Cholangiozyten. 
Links: Das MUC2-Polymer ist innerhalb von Cholangiozyten in Granula verpackt (grau). 
Während der Sekretion ändern die Granula ihre Form zu kleinen runden Strukturen, die 

Abbildung 5: Strukturelle Konfiguration von gelformenden Mucinen am Beispiel von MUC2. 

- - 
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dicht beieinander anliegen. Die Vergrößerung zeigt die oligometrische Struktur der 
MUC2-Polymere. Weiter oben erkennt man ein MUC2-Monomer mit den zentralen 
Domänen und den beispielhaft dargestellten O-Glykanen. Zahlreiche Disulfidbrücken 
halten die N- und C-Termini von MUC2 zusammen. 
Rechts: Mikrovilli der Cholangiozyten sind bedeckt von einer Glykokalyx aus Mucinen, 
welche in der Zellmembran verankert sind. Die langen verlängerten Mucindomänen 
bilden die Glykokalyx. Die gespaltenen und damit assoziierten SEA- (sea-urchin sperm 
protein, enterokinase and agrin) und vWD-Domänen (von Willebrand domain) sind 
ebenfalls in den Mucindomänen integriert. 
 

1.2.1.1 Freisetzung von Mucinen in der Gallenblase 

Über die physiologische und pharmakologische Stimulation der Mucussekretion in der 

Gallenblase ist wenig bekannt. Der Mucus wird über Exozytose in den Cholangiozyten 

in das Lumen der Gallenblase sezerniert. Mucus ist dabei im apikalen Zellareal der 

Cholangiozyten in Vesikeln verpackt (Wahlin et al., 1974). Im basalen Zellareal befinden 

sich nur wenige Mucingranula. Das Peptidhormon Cholezystokinin hat einen fördernden 

Einfluss auf die Sekretion der Mucingranula (Admirand & Small, 1968). 

Frühere Studien sind sich uneinig, ob die aus Arachidonsäure synthetisierten Mediatoren 

Prostaglandine und Leukotriene einen fördernden Einfluss auf die Mucinsekretion haben 

(Wahlin et al., 1976) oder nur Stimulatoren der Kontraktion der Gallenblase sind. Die 

Kontraktion der Gallenblase und die Mucinsekretion stehen nicht in funktionellem 

Zusammenhang (Yusko et al., 1983). 

LaMont et al. konnten einen fördernden Einfluss dieser Mediatoren auf die 

Mucinsekretion in vitro nicht bestätigen. Steroidhormone inhibieren über Phospholipase 

A2 und damit Arachidonsäure für die Prostaglandinsynthese die Mucinsekretion in vivo 

(Lamont et al., 1984). 

Das Acetylcholin synthetisierende Enzym ChAT wird von den Bürstenzellen der 

Gallenblase exprimiert (Schütz et al., 2015). Die Rolle von Acetylcholin in der 

Gallenblase ist nicht eindeutig geklärt. Fisher et al. zeigten, dass ein cholinerger Agonist 

einen Stimulator für die Kontraktion der Gallenblase darstellt (Fisher et al., 1986). 

Axelsson et al. zeigten, dass der cholinerge Agonist Pilocarpin einen fördernden Einfluss 

auf die Mucinsekretion der Cholangiozyten in der Gallenblase der Maus hat (Axelsson 

et al., 1985). 

 

1.3 Das Mikrobiom der Gallenblase 

Anders als lange aufgrund ihrer antibakteriellen Eigenschaften angenommen, ist die 

Gallenblase im physiologischen Zustand permanent Bakterien (z.B. Escherichia coli, 
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Clostridium spp., Peptostreptococcus spp., Bacteriodes spp., Helicobacter pylori) 

ausgesetzt und damit nicht steril (Ye et al., 2016). Das Mikrobiom der Gallenblase ist wie 

das Mikrobiom anderer Darmabschnitte abhängig von verschiedenen Faktoren, unter 

anderem von dem Gesundheitszustand, dem Alter, der Ernährung und dem Geschlecht 

des Organismus (Molinero et al., 2019). 

Potenziell pathogene Keime gelangen über verschiedene Wege in das biliäre System 

und verändern das Mikrobiom der Gallenblase: Bakterien von oral und aboral des 

Duodenums können über den Ductus choledochus in die Gallenblase aufsteigen und 

diese kolonisieren. Hämatogen in die Leber eingeschwemmte Bakterien können über 

die biliäre Ausscheidung die Gallenblase erreichen und dort das Mikrobiom beeinflussen 

(Helaly et al., 2014; Neri et al., 2005). Somit führt die permanente Exposition der 

Gallenblase gegenüber dem komplexen Mikrobiom des Verdauungs- und Blutsystems 

zu regulatorischen Stoffwechselveränderungen. Dabei hat das Mikrobiom Einfluss auf 

den Cholesterol- und Lipidstoffwechsel sowie auf die Zusammensetzung der 

Gallensäuren und damit auf den gesamten enterohepatischen Kreislauf. 

Einige Studien zeigen bereits speziell den Einfluss des gastrointestinalen Mikrobioms 

auf die Entstehung von Pathologien wie die Bildung von Gallensteinen oder auf die 

Ausbildung von Antibiotikaresistenzen innerhalb der Gallenblase (Grigor’eva & 

Romanova, 2020; Kaufman et al., 1989; Ye et al., 2016). 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass sich das Mikrobiom der Gallenblase 

pathologisch verändern kann, damit auch die Zusammensetzung der Galle beeinflusst 

und sogar die Entstehung von Gallensteinen triggern kann (Portincasa et al., 2006). 

Allerdings gibt es limitierte Daten darüber, wie die Gallenblasenwand auf zellulärer 

Ebene auf ein verändertes Mikrobiom reagiert. 

 

1.4 Die Bürstenzelle 

Bürstenzellen sind solitäre chemosensorische Zellen im Epithel der meisten Hohlorgane, 

die dem Endoderm entstammen. Sie weisen an ihren verschiedenen Lokalisationen 

unterschiedliche Charakteristika auf. 

Der apikale Saum aus Mikrovilli, dessen Aktinfilamente bis zum supranukleären 

Zytoplasma reichen, unterscheidet sich durch seine strikte Ausrichtung und Länge 

morphologisch von denen anderer Zelltypen im Epithel. Dieses gemeinsame 

charakteristische Merkmal aller Bürstenzellen bildet die Herkunft des Namens der 

Bürstenzelle (O’Leary et al., 2019; Rhodin, 1966). Rhodin und Dalhamn beschrieben 

diese flaschenförmige, Mikrovilli tragende Zelle erstmalig im Trachealepithel der Ratte 
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mit Hilfe der Transmissionselektronenmikroskopie. Sie differenzierten zwischen dem 

Mikrovillisaum und den Zilien der zilientragenden Zellen (Rhodin & Dalhamn, 1956). 

Aktuell wird zwischen zwei Zelltypen unterschieden, die zwar beide ein Büschel aus 

Mikrovilli vorweisen, jedoch unterschiedlich spezifiziert sind: „Brush cells“ sowie 

neuroendokrine Zellen. Bürstenzellen werden in der Wissenschaft unter verschiedenen 

Namen geführt (Tuft cells, Brush cells, Microvillus cells), da die Identifizierung dieser 

Zellen in verschiedenen Organen und ihre Funktionen zu unterschiedlichen Zeiten und 

von unterschiedlichen Forschern erfolgten. Ein Konsens zur Definition dieser Zelle hat 

sich in der Expression der Gene TRPM5 (Transient receptor potential cation channel 

subfamily M member 5) und POU2F3 (POU Class 2 Homebox 3) ergeben, sowie der 

Biosynthese von Acetylcholin und Eikosanoiden. Als solide, aber nicht spezifische 

Marker dieser Zellen gelten ChAT, DCLK1 (Doublecortin like kinase 1) und Advillin 

(O’Leary et al., 2019; Schütz et al., 2019). Die Nomenklatur zur Namensgebung aller 

Bürstenzellen einigt sich über alle Organlokalisationen hinweg auf „Tuft cell“. 

 

1.4.1 Vorkommen der Bürstenzellen 

Bürstenzellen sind in der Tunica mucosa zahlreicher Organe des respiratorischen Trakts 

(Finger et al., 2003; Sbarbati et al., 2004; Tizzano et al., 2010), des gastrointestinalen 

Trakts (Höfer et al., 1996; Schütz et al., 2015; Wu et al., 2002), des urogenitalen Trakts 

(Deckmann et al., 2014) und auch in Teilen weiterer Organe lokalisiert. Im oberen 

Respirationstrakt liegen sie in der Nasenschleimhaut, im vomeronasalen Organ von 

Mäusen und Ratten (Zancanaro et al., 1999) und in der Tuba auditiva der Maus 

(Krasteva et al., 2012). Auch Zellen in der Regio olfactoria von Ratten und Mäusen 

weisen eine große morphologische Ähnlichkeit zu Bürstenzellen auf (Asan & 

Drenckhahn, 2005). Im unteren Respirationstrakt liegen sie im Kehlkopf (Merigo et al., 

2005; Sbarbati et al., 2004; Tizzano et al., 2010), in der Trachea (Rhodin et Dalhamn, 

1956) sowie in den Stammbronchien von Mäusen und Ratten (Krasteva et al., 2011; 

Taira & Shibasaki, 1978; Tizzano et al., 2010). Bürstenzellen wurden auch als 

Pneumozyten Typ III in den Alveolen der Ratten identifiziert (Chang et al., 1986; Luciano 

et al., 1968). Auch in anderen Säugetieren wurde die Bürstenzelle bereits identifiziert: In 

der Trachea von Kaninchen (Leeson, 1961), im respiratorischen Trakt von Rindern 

(Tizzano et al., 2006) sowie in der Lunge, Nasenschleimhaut und Trachea des 

Menschen (Finger & Kinnamon, 2011; Hollenhorst et al., 2023; Krasteva et al., 2011; 

Rhodin, 1966). An zahlreichen Orten des Gastrointestinaltrakts wurden ebenfalls 

Bürstenzellen identifiziert, wie im Magen von Ratten (Iseki & Kondo, 1990; Isomaki, 
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1973), Mäusen (Nabeyama & Leblond, 1974), im Colon von Mäusen (Silva, 1966), im 

Dünndarm aller Nagetiere (Trier et al., 1987) und in der Gallenblase von Mäusen 

(Luciano & Reale, 1969; Luciano & Reale, 1979, 1990; Luciano & Reale, 1997). 

In jüngster Zeit wurden Bürstenzellen auch in der Urethra von Primaten, Paarhufern, 

Unpaarhufern, Canivoren und Nagetieren nachgewiesen (Deckmann et al., 2014, 2015). 

Schematisch dargestellt ist das Vorkommen der Bürstenzelle in der Maus in Abbildung 

6. 

 

Abbildung 6: Vorkommen von Bürstenzellen in der Maus. 

 

1.4.2 Charakteristika von Bürstenzellen 

Alle Bürstenzellen weisen vier wesentliche Aspekte auf. Dazu zählen ihre 

charakteristische Morphologie sowie Gene, die für chemosensorische, immunologische 

und neurale Funktionen codieren. 

Die flaschenförmige Zellmorphologie mit zahlreichen steifen apikalen Mikrovilli bis ins 

Lumen (außer im Thymus) ist charakteristisch für die Bürstenzelle (O’Leary et al., 2019; 

Reid et al., 2005). 

Als erste molekulare Gemeinsamkeit weisen alle Bürstenzellen der Maus den 

Transkriptionsfaktor POU2F3 auf, der auch in einigen Geschmackszellen der Zunge 

exprimiert ist. Die Expression dieses Gens ist verantwortlich für die Differenzierung 

dieses Zelltyps (Gerbe et al., 2016; Huang et al., 2018; Yamashita et al., 2017). 

Abbildung 6: Vorkommen von Bürstenzellen in der Maus. 
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Als zweites kennzeichnet Bürstenzellen das Vorhandensein von Komponenten der 

Geschmackstransduktionskaskade. Alle Bürstenzellen exprimieren den Kationenkanal 

TRPM5 (Kaske et al., 2007; Kusumakshi et al., 2015; Tizzano et al., 2011), welchen man 

typischerweise auch in Typ II-Geschmackszellen findet (Matsumoto et al., 2011; 

Sukumaran et al., 2017). Die meisten Bürstenzellen exprimieren in diesem 

Zusammenhang auch weitere Proteine dieser Signaltransduktionskaskade wie α-

Gustducin (Guanine nucleotide-binding protein G(t) subunit α 3) und PLCβ2 

(Phospholipase C beta 2) (Bezençon et al., 2008; Kaske et al., 2007). 

Weiterhin codieren alle Bürstenzellen für das Zytokin IL-25 (Interleukin-25) sowie für 

Proteine der Eikosanoid-Biosynthese, wie für COX1 und 2 (Bankova et al., 2018). 

Darüber hinaus exprimieren Bürstenzellen weitere Proteine, wie DCLK1, Advillin und 

ChAT, deren Verteilung variiert und die nicht immer spezifisch für Bürstenzellen sind 

(O’Leary et al., 2019; Schütz et al., 2015, 2019; Zheng et al., 2019). 

ChAT ist das für die Acetylcholinsynthese entscheidende Enzym und wurde speziell in 

Bürstenzellen der Gallenblase der Maus von Schütz et al. identifiziert (Schütz et al., 

2015). In anderen Organen nimmt Acetylcholin von Bürstenzellen eine zentrale Rolle in 

der Schleimhautimmunität ein, wie z.B. das Auslösen einer neurogenen Entzündung im 

respiratorischen Trakt (Hollenhorst et al., 2022; Saunders et al., 2014) oder die 

Partizipation an der Typ II-Immunantwort gegen Helminthen-, Protisten- und 

Virusinfektionen im Dünndarm (Gerbe et al., 2016; Nadjsombati et al., 2018; von Moltke 

et al., 2016; Wilen et al., 2018). In der ChAT exprimierenden biliären Bürstenzelle ist die 

Funktion von Acetylcholin innerhalb des Gallenblasenepithels ungeklärt. 

 

1.4.3 Die Funktion der Bürstenzellen 

Lange wurde die Bürstenzelle lediglich morphologisch beschrieben, ohne dass ihre 

genaue Funktion verstanden war. Erstmalig wurde ihre Funktion in den Atemwegen 

beschrieben. Tizzano et al. fanden heraus, dass die Detektion der Bittersubstanz 

Denatonium und von Quorum-Sensing-Molekülen, hoch spezifische Signalmoleküle zur 

Kommunikation von bakteriellen Mikroorganismen, in solchen Zellen in der 

Nasenschleimhaut (solitäre chemosensorische Zellen) zum intrazellulären [Ca2+] 

Anstieg führt und über sensorische Fasern im N. trigeminus einen kurzfristigen 

Atemarrest auslöst (Tizzano et al., 2010). Ebenso reagieren die Bürstenzellen der 

Trachea auf diese Substanzen und lösen über cholinerge Kommunikation mit 

sensorischen Vagusfasern einen Atemreflex aus (Krasteva et al., 2011; Krasteva et al., 

2012). Diese Reaktionswege wurden als Schutzreflex gegen toxische Substanzen von 

Bakterien, die häufig Bitterstoffcharakter haben, interpretiert. 
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In der Trachea detektieren sie bakterielle Formyl-Peptide oder Bitterstoffe, woraufhin der 

Selbstreinigungsmechanismus der mukozilliären Clearence aktiviert und die Atemtiefe 

reduziert wird (Hollenhorst et al., 2020; Krasteva et al., 2011; Perniss et al., 2020). 

Im Nasenepithel der Maus führt eine Allergenexposition durch solche Zellen über 

Leukotriene zur Rekrutierung von eosinophilen und neutrophilen Granulozyten in der 

Lunge (Ualiyeva et al., 2020). 

Im Dünndarm löst die Bürstenzelle bei einer Infektion mit dem Protisten Tritrichomonas 

oder Helminthen über Zytokine eine Immunantwort aus. IL-25 und Cysteinyl-Leukotriene 

sind hierbei die entscheidenden Mediatoren für die Auslösung eine Typ II-Immunantwort 

über die Aktivierung von ILC2s (Group 2 Innate Lymphoid Cells) in der Lamina propria 

(Gerbe et al., 2016; Nadjsombati et al., 2018; Schneider et al., 2019). 

Ebenfalls im Dünndarm erkennt sie über den vomeronasalen Rezeptor Vmn2r26 

(Vomeronasal 2, Receptor 26) den bakteriellen Metaboliten N-Undecanoylglycin und 

fördert über PGD2 (Prostaglandin D2) die Sekretion von Mucus in das Lumen (Xiong et 

al., 2021). 

In der Harnröhre detektieren Bürstenzellen uropathogene Keime wie Escherichia coli 

und intensivieren die Kontraktion der Harnblase (Deckmann et al., 2014). 

Zusammenfassend wird Bürstenzellen also eine gewebe- und kontextspezifische 

Funktion zugeordnet. Bürstenzellen detektieren potenziell schädliche Substanzen und 

kommunizieren mit ihren Nachbarzellen über neuro- und immunmodulatorische Stoffe, 

wodurch Immunantworten und Schutzreflexe ausgelöst werden. Sie kommen häufig in 

Organen vor, die eine „Pforte“ zur Außenwelt darstellen und potenziell gefährlichen 

Substanzen ausgesetzt sind. Die konkrete Funktion der Bürstenzellen in vielen Organen 

wie in der Gallenblase, Tuba auditiva, Magen oder Konjuktiva ist allerdings nicht geklärt 

(Billipp et al., 2021; Deckmann et al., 2015; Kummer & Deckmann, 2017; Tizzano et al., 

2011). 

 

1.4.3.1 Die Bürstenzelle in der Gallenblase 

Bürstenzellen befinden sich im Epithel der extrahepatischen Gallenwegen, also auch in 

der Gallenblase (Luciano & Reale, 1997; O’Leary et al., 2019; Schütz et al., 2015; Von 

Moltke et al., 2016). Biliäre Bürstenzellen exprimieren bürstenzelltypische Marker wie 

ChAT, TRPM5, IL-25, DCLK1, Alox5 (5-Lipoxygenase), Pou2f3 und Enzyme für die 

Biosynthese von Eikosanoiden, dennoch ist ihre physiologische Rolle in den 

extrahepatischen Gallenwegen nicht geklärt (Nadjsombati et al., 2018; O’Leary et al., 

2019).  
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Extrahepatische Gallenwege unterliegen postnatal einer besonderen Entwicklung, die 

eine Anpassung an die Ernährung, an das Mikrobiom und an den enterohepatischen 

Kreislauf bedarf. Die Entwicklung ist streng mit der Größenentwicklung der Leber und 

damit auch mit der Stoffwechselsituation des Organismus synchronisiert (Cui et al., 

2012; van Best et al., 2020; Wahlström et al., 2016). 

Biliäre Bürstenzellen sind Teil des Immunsystems und beeinflussen dies durch ihre An- 

bzw. Abwesenheit maßgeblich. Zwar besitzen sie die bürstenzellspezifischen Marker, 

sie kennzeichnet aber auch ein von O´Leary et al. identifiziertes 

gallenblasenspezifisches Expressionsmuster. Im Vergleich zum Dünndarm reagieren 

sie auf Gallensäuren und sind nicht abhängig von ILC 2 Zellen (Group 2 Innate Lymphoid 

Cells) des angeborenen Immunsystems (O’Leary et al., 2022). 

Eine Reduktion bzw. ein kompletter Verlust biliärer Bürstenzellen aktiviert besonders in 

Anwesenheit von Gallensäuren, z.B. im Rahmen einer Cholestase, zahlreiche 

neutrophile Granulozyten und führt zu einem erhöhten Expressionsmuster 

inflammatorischer Marker. Gallensäuren allein bewirken keine Infiltration von 

neutrophilen Granulozyten (O’Leary et al., 2022). Das Transkriptom der infiltrierenden 

neutrophilen Granulozyten ist ähnlich zu denjenigen, die in anderen Geweben 

Entzündungen induzieren (Fachi et al., 2020; Pfirschke et al., 2020). 

O´Leary et al. demonstrieren den gallenblasenspezifischen Zusammenhang zwischen 

neutrophilen Granulozyten und biliären Bürstenzellen: Sie zeigen auf, dass der Verlust 

von Bürstenzellen das Mikrobiom beeinflusst. Das Mikrobiom und die Gallensäuren 

beeinflussen sich wiederum gegenseitig. 

Das Expressionsmuster von entzündeten extrahepatischen Gallenwegen, das bei 

Abwesenheit von Bürstenzellen vorliegt und von einer Infiltration neutrophiler 

Granulozyten gekennzeichnet ist, weist Ähnlichkeiten zur Reaktion des Darms auf 

pathogene Bakterien auf. Es ist bereits bekannt, dass die Gallenblase nicht steril ist (Ye 

et al., 2016), daher könnten biliäre Bürstenzellen auf aufsteigende Keime oder 

Metaboliten aus dem Dünndarm gesondert reagieren, ähnlich wie die Bürstenzellen des 

Darms (O’Leary et al., 2022). 

Zusammenfassend hat die biliäre Bürstenzelle zum Teil gleiche Marker wie in anderen 

Geweben, jedoch eine eigene gallenblasenspezifische Rolle im Epithel. Ein vermehrtes 

Vorkommen von Gallensäuren führt zur Reduktion der Bürstenzellenanzahl, gleichzeitig 

bewirkt eine Reduktion der Anzahl an Bürstenzellen eine Infiltration neutrophiler 

Granulozyten und eine Veränderung des Gallenblasenmikrobioms. Auch eine Änderung 

des Gallenblasenmikrobioms, das in Wechselwirkung zu Gallensäuren steht, nimmt 

Einfluss auf die Bürstenzellen. Dabei bestehen Ähnlichkeiten zur Reaktion des Darms 

auf pathogene Keime, dort kommen Bürstenzellen ebenfalls vor. 
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1.5 Acetylcholin 

Acetylcholin ist eine organische Verbindung, die als Neurotransmitter zahlreiche Rollen 

im Gehirn sowie im Körper vieler Tierarten einnimmt. Der Name leitet sich von seiner 

chemischen Struktur ab, die ein Ester aus Essigsäure und Cholin darstellt. Funktionelle 

Einheiten, die Acetylcholin verwenden, werden als „cholinerg“ bezeichnet. Als 

Neurotransmitter wird Acetylcholin von erregten Motoneuronen freigesetzt, damit 

Muskeln aktiviert werden und kontrahieren können. Damit nimmt Acetylcholin eine 

wesentliche Rolle im peripheren Nervensystem ein. 

Auch im autonomen Nervensystem fungiert Acetylcholin sowohl als interner Transmitter 

in den autonomen Ganglien als auch an peripheren Endigungen, insbesondere im 

Parasympathikus, in bestimmten Zielorganen auch im Sympathikus (Sam & Bordoni, 

2021; Tiwari et al., 2013). 

Im Gehirn ist Acetylcholin ein Neuromodulator mit einer Vielzahl unterschiedlicher 

Funktionen. Beispielsweise spielt es eine wichtige Rolle bei Erregung, Motivation und 

Aufmerksamkeit (Kapalka, 2010). 

Acetylcholin wurde auch in Zellen nicht-neuronalen Ursprungs sowie in Mikroben 

identifiziert. Enzyme, die mit der Synthese, dem Abbau und der zellulären Aufnahme von 

Acetylcholin zusammenhängen, sind bis zu den frühen Ursprüngen einzelliger 

Eukaryonten zurückverfolgt (Singh et al., 2019). 

Die Synthese von Acetylcholin im Nervensystem findet in den terminalen Enden von 

Axonen statt. ChAT ist das entscheidende Enzym, dass die Reaktion von Cholin mit 

Acetyl-CoA (Acetyl-Coenzym A) katalysiert, so dass Acetylcholin synthetisiert wird. 

Dabei wird ChAT im Nervenzellkörper produziert, bevor es anschließend ans terminale 

Ende des Axons transportiert wird. Dennoch befindet sich ChAT in der gesamten Zelle 

(Massoulié et al., 1993). 

Auch außerhalb des Nervensystems wurde eine Reihe solitärer Zellen identifiziert, die 

ChAT exprimieren (Wessler et al., 1998). Dazu gehören unter anderem Bürstenzellen 

der Atemwege (Krasteva et al., 2011), der Urethra (Deckmann et al., 2014) und der 

Gallenblase (Schütz et al., 2015). 

Der Effekt von Acetylcholin wird über zwei Rezeptorenklassen vermittelt: über 

nikotinerge und über muskarinerge Rezeptoren (Picciotto et al., 2000; Wess, 2003). Bei 

den nikotinergen Rezeptoren unterscheidet man zwischen den muskulären Typen und 

verschiedenen neuronalen Typen, die aber auch auf nicht-neuronalen Zellen 

vorkommen. Die muskarinergen Rezeptoren werden in fünf Subtypen unterteilt: Chrm1, 
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Chrm2, Chrm3, Chrm4 und Chrm5. Alle Rezeptoren sind metabotrope Rezeptoren. Die 

Subtypen Chrm1, Chrm3 und Chrm5 sind hauptsächlich mit dem Gq-Protein gekoppelt, 

das das Enzym PLC (Phospholipase C) aktiviert und damit zu einer Reihe von 

intrazellulären Signaltransduktionsprozessen führt. Die Subtypen Chrm2 und Chrm4 

inhibieren über das Gi-Protein die Adenylatcyclase. Alle fünf Rezeptoren sind im 

zentralen Nervensystem und auch in multiplen anderen Organen exprimiert. Chrm2 und 

Chrm3 sind auf glatten Muskelzellen exprimiert, wobei Chrm3 insbesondere in den 

glatten Muskelzellen der Bronchiolen, Iris, Harn- und Gallenblase sowie im Dünndarm 

vorkommt (Birdsall et al., 1988; Lebois et al., 2018). 

 

1.6 Optogenetik 

Die Optogenetik, ein Begriff, der von Deisseroth et al. stammt, beschreibt eine künstliche 

Technik der Photostimulation, welche Optik und Genetik miteinander vernetzt, um 

spezifische Zellen durch Licht zu stimulieren (Deisseroth et al., 2006). Das fundamentale 

Prinzip der Optogenetik basiert auf der Expression von lichtsensitiven 

Ionenkanalproteinen, den Opsinen, die natürlicher Weise in Bakterien, Algen, 

Archaebakterien und Pilzen vorkommen (Nagel et al., 2003). Dort dienen diese Proteine 

der Phototaxis, eine durch Licht beeinflusste Fortbewegung von Organismen, um 

beispielsweise effizienter Photosynthese zu betreiben (Foster et al., 1984). Aufgrund der 

Möglichkeit mit Hilfe der Optogenetik nur einen Zelltypen mit präziser Kontrolle von Zeit, 

Dauer und Intensität zu stimulieren, konnte diese Methode insbesondere in der 

Neurophysiologie für das brain mapping (Kartierung des Gehirns) etabliert werden, um 

Funktionen und Kreisläufe zwischen Zellen zu identifizieren (Zhang et al., 2006). Die 

Optogenetik kann bidirektional eingesetzt werden, indem sowohl exzitatorische als auch 

inhibitorische Effekte hervorgerufen werden. Dies geschieht durch die gezielte 

Aktivierung spezifischer Ionenkanäle: Channelrhodopsin, das eine Depolarisation und 

somit Erregung durch Kationenkanäle induziert, sowie Halorhodopsin, das 

Hyperpolarisation und somit eine Hemmung durch die Aktivierung von Chloridkanälen 

bewirkt. Das jeweilige Opsingen wird mittels retroviraler oder transgener Technik in die 

Zielzellen eingeführt. Die Expression des Gens führt zur Produktion des Proteins in der 

Zellmembran, welches dann dem Protein erlaubt, auf Licht zu reagieren. Wird die 

Expression unter die Kontrolle eines zelltypspezifischen Promotors gestellt, wird eine 

zelltypspezifische Stimulation möglich. Die Lichtquelle beleuchtet das entsprechende 

Areal mit der opsinspezifischen Wellenlänge, wobei Channelrhodopsine mit blauem 

Licht und Halorhodopsine mit gelbem oder grünem Licht aktiviert werden (Chow et al., 

2012; Lalumiere, 2011; Zhang et al., 2006).  
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Da ein aktivierender Stimulus für die Bürstenzelle bisher nicht bekannt ist, bietet das 

optogenetische Modell der Bürstenzelle die Möglichkeit, die Funktion der Zelle zu 

identifizieren, ohne ihren natürlichen Stimulus zu kennen. 

 

1.6.1 Channelrhodopsin-2 

Zur präzisen optischen Stimulation von Säugetierzellen und deren Analyse wird häufig 

ein Gen der Alge Chlamydomonas reinhardtii verwendet, das für einen lichtsensitiven 

Kationenkanal codiert: Channelrhodopsin-2 (ChR2) (Hegemann et al., 2005; Nagel et 

al., 2003). Eine Expression von ChR2 in Säugetierzellen resultiert in eine durch 

Photonen getriggerte  Depolarisation, die durch blaues Licht im Millisekundenbereich 

ausgelöst wird (Nagel et al., 2003; Zhang et al., 2006). Das high speed Einsetzen des 

exzitatorischen Potentials zusammen mit der hohen Empfindlichkeit des Proteins 

gegenüber blauem Licht hat zu einer Reihe von Experimenten und Anwendungen 

geführt (Boyden et al., 2005). Dazu gehören unter anderem Stimulationen von 

neuronalen Netzwerken und die Identifizierung ihrer Interaktionen (Bi et al., 2006; 

Boyden et al., 2005; Wang et al., 2007; Zhang et al., 2007) oder die Auslösung von 

visuell evoziertem Verhalten bei Nagetieren durch ChR2-Expression in retinalen 

Ganglienzellen (Bi et al., 2006). 

Zellspezifische Ereignisse durch ChR2 werden durch selektive Expression des Opsins 

in bestimmten Zelltypen und durch gezielte optische Stimulation ausgelöst. Wenn ChR2 

in spezifischen Zielzellen exprimiert wird und diese Zellen dann mit blauem Licht 

beleuchtet werden, öffnet sich der Kanal und erlaubt den Einstrom von Kationen. Dies 

führt zu einer Depolarisation der Zellmembran, die in der Regel ein Aktionspotenzial 

auslöst und zur zellspezifischen Erregung führt. Bestimmte neuronale Schaltkreise oder 

Zellfunktionen können dadurch aktiviert werden (Boyden et al., 2005). 

Das optogenetische Modell wurde von unserer Arbeitsgruppe an den Bürstenzellen der 

Atemwege durch Perniss et al. eingeführt. Über die Einführung von ChR2 in die 

Bürstenzellen konnten natürliche Funktionen der Bürstenzellen in den Atemwegen 

identifiziert werden, ohne initial ihren natürlichen Stimulus zu kennen (Perniss et al., 

2020). 

 

1.7 Ziel der Arbeit 

Das Ziel dieser Arbeit ist es, die Rolle der biliären Bürstenzellen im Epithel der 

Gallenblase zu identifizieren. Da diese Zellen ChAT exprimieren (Schütz et al., 2015) 
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und bereits gezeigt wurde, dass der muskarinische Agonist Pilocarpin die 

Mucinsekretion in Cholangiozyten der Gallenblase stimuliert (Axelsson et al., 1979), wird 

die Hypothese aufgestellt, dass die Bürstenzellen über die Acetylcholinfreisetzung eine 

Mucinsekretion initiieren können. 

Um die Mucinfreisetzung der Cholangiozyten zu messen, wird eine seit vielen 

Jahrzehnten etablierte Technik in der quantitativen Mikroskopie und morphometrischen 

Analyse angewendet (Weibel et al., 1966). Mittels der Point Counting-Methode wird die 

ultrastrukturelle Volumendichte von Mucingranula im apikalen Zytoplasma der 

Cholangiozyten gemessen. Diese dient als stereologisches Maß für die 

Mucinfreisetzung. 

Ein natürlicher, aktivierender Stimulus der biliären Bürstenzelle ist bislang nicht bekannt. 

Daher wird ein optogenetisches Modell eingesetzt, das bereits in den Bürstenzellen der 

Atemwege validiert wurde (Perniss et al., 2020). In diesem Modell wird ein 

Fusionsprotein von ChR2 und dem gelb fluoreszierenden Protein YFP (yellow 

fluorescent protein) unter der Kontrolle des ChAT-Promotors und somit in Bürstenzellen 

exprimiert. Als Stimulus kann in diesem Modell LED-Beleuchtung mit blauem Licht 

eingesetzt werden. Zur Testung, ob der dann beobachtete Effekt auf die Mucinsekretion 

der Cholangiozyten muskarinerg vermittelt ist, wird Atropin, ein Antagonist 

muskarinerger Rezeptoren, verwendet. 

Nachdem diese ersten Versuchsserien die Eingangshypothese bestätigten, wird nach 

einem natürlich vorkommenden Stimulus für die Bürstenzellaktivierung gesucht. Geleitet 

von der Hypothese, dass Bürstenzellen als Wächter fungieren, die den Lumeninhalt für 

aufsteigendes Material aus dem Darm in der Gallenblase überwachen, werden 

Metaboliten des intestinalen Mikrobioms als natürlich vorkommende 

Bürstenzellaktivatoren in Betracht gezogen. Eine Fermentation unverdaulicher 

Kohlenhydrate durch das Darmmikrobiom führt zu hohen Konzentrationen von 

kurzkettigen Fettsäuren. Dazu zählen Acetat, Propionat und Butyrat (Louis & Flint, 

2017). Über FFARs (Free fatty acid receptors), welche in den Bürstenzellen des 

Gastrointestinaltrakts nachgewiesen wurden, üben sie ihre Wirkung aus (Le Poul et al., 

2003). In dieser Arbeit wird auf Propionat fokussiert und getestet, ob dies über 

Acetylcholinfreisetzung aus Bürstenzellen zu einer Mucinsekretion führt. Durch die 

Verwendung eines Mausstamms, dem bürstenzellspezifisch das 

Acetylcholinsyntheseenzym fehlt (Avilcre:Chatfl/fl), wird die Rolle des aus Bürstenzellen 

stammenden Acetylcholins definiert. Abschließend wird mittels einer entsprechend 

gendefizienten Mauslinie untersucht, ob der Effekt über den muskarinergen Rezeptor 

Chrm3, der insbesondere in der Gallenblase prominent exprimiert wird 

(zusammengefasst von Wess, 2004), vermittelt wird. 
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2. Material und Methoden 

 

2.1 Versuchstiere 

Als Versuchstiere wurden Mäuse verwendet. Die Mäuse hatten ein Alter von mindestens 

56 Tagen und höchstens 309 Tagen. Für jedes Experiment wurden weibliche Mäuse in 

verschiedenem Alter randomisiert untersucht. Sie wurden in der zentralen 

Versuchstierhaltung der Justus-Liebig-Universität Gießen gehalten. Alle Mäuse lebten 

unter gleichen spezifisch pathogenfreien Bedingungen mit einer Lichtzeit von 10 

Stunden und einer Dunkelzeit von 14 Stunden pro Tag. Ein freier Zugang zu Nahrung 

und Wasser war gewährleistet. C57BL/6JRj-Mäuse wurden von Janvier Labs (Saint 

Berdhevin, Cedex, Frankreich) erworben. Die Mäusestämme Chat-ChR2-EYFP (B6.Cg-

Tg(Chat-COP4∗H134R/EYFP,Slc18a3)6Gfng/J (stock no. 00702) (Zhao et al. 2011), 

Chatflox (B6;129-Chattm1Jrs/J; 016920), B6;129S6-Chattm2(cre)Lowl/J (stock no. 006410), 

Chrm3-/- (B6N.129S6(B6J)-Chrm3tm1Jwe/J, stock no. 030163) und Wildtyp-Mäuse 

(C57BL/6N) wurden von Jackson Laboratories (Bar Harbor, Maine, Vereinigte Staaten) 

erworben. B6;D2-Tg(Avil-cre)1Phep/Cnrm-Mäuse (Avil-Cre, European Mouse Mutant 

Archive repository, Id EM: 05542; Infrafrontier GmbH, Neuherberg, Deutschland) 

(Zurborg et al., 2011) und Chat-ChR2-EYFP-Mäuse wurden über sechs Generationen 

mit C57BL/6JRj-Mäusen gepaart und gezüchtet. Um B6;129-Chattm1Jrs/J-B6;D2-Tg(Avil-

cre)1Phep/Cnrm (Avilcre:Chatfl/fl) Mäuse zu erzeugen, wurden B6;129-Chattm1Jrs und 

B6;D2-Tg(Avilcre)1Phep/Cnrm-Mäuse gekreuzt. Außer für die Chrm3-/--Mäuse, deren 

Kontrolltiere C57BL/6N-Mäuse waren, dienten heterozygote und homozygote 

Geschwistertiere als Kontrolltiere. Alle Tiere wurden entsprechend der Richtlinie der 

„European Community for the care and use of animals“  gehalten und für die Züchtung 

sowie der weiteren Verwendung für in vitro Experimente beim verantwortlichen 

Regierungspräsidium in Gießen (Registrierungsnummer: 571_M, 572_M, 573_M, 

641_M, 714_M, 717_M, 720_M, Ex-14-2018, Ex-1-2020, und 43repMMTVneu) 

registriert. 

 

2.2 Tiertötung und Gewebeaufbereitung 
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2.2.1 Tiertötung und Explantation der Gallenblasen 

Alle Tiere wurden durch Inhalation einer Überdosis Isofluran (5%) (Baxter Deutschland 

GmbH Unterschleißheim, Deutschland, 007977-37858) in einem geschlossenen Gefäß 

von etwa 500 ml Volumen getötet, anschließend erfolgte eine cervicale Dislokation. Eine 

vollständige Atemdepression und fehlende Schmerzabwehrreaktionen galten als sichere 

Kriterien einer Tötung. Die Mäuse wurden anschließend gewogen und an allen vier 

Extremitäten fixiert. Es erfolgte ein Schnitt entlang der Linea mediana anterior, der zur 

Eröffnung der Cavitas abdominalis diente. Das Tier wurde durch die Durchtrennung der 

Vena cava inferior ausgeblutet. Die zwischen dem Lobus quadratus und dem Lobus 

hepatis dexter gelegene Gallenblase wurde von kaudal nach kranial unter Erhaltung des 

Ductus cysticus explantiert (Abbildung 7). 

 

Abbildung 7: Die anatomische Lage der Gallenblase im Situs abdominis vor 
Explantation. 
Die birnenförmige Gallenblase liegt zwischen dem Lobus hepatis dexter und den beiden 
Lebersegmenten des Lobus quadratus, hier aufgespannt nach Eröffnung des Abdomens 
und Anhebung des Rippenbogens zentral unterhalb des Diaphragmas. Die dünne Wand 
der Gallenblase erlaubt den Blick in das mit gelb-grüner Gallenflüssigkeit gefüllte Lumen. 
 

2.2.2 Stimulation der Gallenblasen 

Die Gallenblasen wurden unmittelbar nach der Explantation in 2 ml MEM (Minimum 

Essential Medium, Gibco, Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachussets, USA, 

51200038) und 1% Penicillin/Streptomycin (Sigma Aldrich, St. Louis, Missouri, USA 

P4333) bei 37°C aufbewahrt. Für die Stimulationsexperimente wurden auf Heizplatten 

Abbildung 7: Die anatomische Lage der Gallenblase im Situs abdominis vor Explantation. 
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(37°C) vorgewärmte 6-Well-Platten (Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland, 3920) 

verwendet. Für die optogenetischen Experimente wurden vorgewärmte Petrischalen, 

welche mit Sylgard (DOW, Midland, Michigan, USA, 1673921) ausgegossen waren, 

verwendet. Jede Gallenblase wurde nur mit einem Stimulus behandelt. Tötung, 

Explantation und Stimulation erfolgten bei allen Versuchen jeweils am selben Tag. 

 

 2.2.2.1 Optogenetische Stimulation 

Die Gallenblasen der Chat-ChR2-EYFP-Mäuse und die der zugehörigen Kontrollmäuse 

(Tabelle 3) wurden longitudinal geöffnet, mit Minutien fixiert (Abbildung 8) und für 15 min 

in MEM und 1% Penicillin/Streptomycin oder für 5 min in MEM und 1% 

Penicillin/Streptomycin und 10 min in MEM mit Atropin (1 µM, Sigma Aldrich, St. Louis, 

Missouri, USA A0257) bei 37°C inkubiert. Anschließend wurden die Gallenblasen für 2 

min mit LED (blaues Licht, 456 nm, Prizmatix In-Vitro Optogenetics Toolbox, Southfield, 

Michigan, USA) mit einer Pulsdauer von 60 ms und einer Frequenz von 8 Hz stimuliert, 

dann für weitere 7 min bei 37°C in MEM inkubiert. Der Versuchsablauf ist schematisch 

in Abbildung 9 dargestellt. 

 

Mausstamm  Stimulus  

 Kein LED LED LED + Atropin 

C57BL/6JRj 7 7 5 

Chat-ChR2-EYFP 5 7 5 

Tabelle 3: Anzahl verwendeter Gallenblasen in optogenetischen Experimenten. 
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Abbildung 8: Präparation der Chat-ChR2-EYFP-Gallenblasen zur Durchführung 
der LED-Stimulation. 
Linkes Bild: Präparation der Gallenblase. Der weiße Kasten markiert die Lage der 
Gallenblase. Sie wurde retrograd vom Gallenblasenboden präpariert und am Ductus 
cysticus abgesetzt. Rechtes Bild: Longitudinale Eröffnung und Fixation der Gallenblase 
mit Minutien. Anschließend erfolgte die optogenetische Stimulation. Hier befindet sich 
die Gallenblase zu Demonstrationszwecken in einer hellen Umgebung. 
 

Abbildung 9: LED-Stimulation von Chat-ChR2-EYFP-Gallenblasen. 
Schematische Darstellung des Versuchsaufbaus. 
 

Abbildung 9: LED-Stimulation von Chat-ChR2-EYFP-Gallenblasen. 

Abbildung 8: Präparation der Chat-ChR2-EYFP-Gallenblasen zur Durchführung der LED-Stimulation. 
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2.2.2.2 Chemische Stimulation 

Die chemischen Stimulationen der C57BL/6JRj-, Avilcre:Chatfl/fl- und Chrm3/--Mäuse sind 

in Tabelle 4 aufgeführt. Die Gallenblasen wurden für 30 min mit Natriumpropionat (5 mM, 

Sigma Aldrich, P5436), Muskarinchlorid (10 µM, Sigma Aldrich, St. Louis, Missouri, USA 

M104) oder mit dem Kontrollmedium für 30 min in 2 ml MEM bei 37°C inkubiert. Der 

Untersucher war über den Stimulus für die Auswertung der Gallenblasen am 

Transmissionselektronenmikroskop für alle in Tabelle 4 aufgeführten Mäuse verblindet, 

außer für die C57BL/6JRj-Mäuse. Der Versuchsablauf ist schematisch in Abbildung 10 

demonstriert. 

 

Mausstamm   Stimulus  

 Kontrolle Propionat Muskarin Muskarin + Atropin 

C57BL/6JRj 5 - 5 5 

Avilcre:Chatfl/+ 5* 6* 5* - 

Avilcre:Chatfl/fl 5* 5* 5* - 

Chrm3-/- 3* 3* 3* - 

C57BL/6N 3* 3* 3* - 

Tabelle 4: Anzahl explantierter Gallenblasen in Stimulationsexperimenten. 
* = Der Untersucher war hinsichtlich des Stimulus der Gallenblase bei der Untersuchung 
am Transmissionselektronenmikroskop verblindet. 
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Abbildung 10: Chemische Stimulation der Gallenblase. 
Schematische Darstellung des Versuchsablaufs. 

 

2.2.3 Gewebeaufbereitung für die Elektronenmikroskopie 

Die Proben wurden in Paraformaldehyd (PFA, 2,5%, Merck, Darmstadt, Deutschland, 

1040051000) und Glutardialdehyd (GDA, 1,5%, Sigma Aldrich, St. Louis, Missouri, 

G5882) in 0,1 M Phosphatpuffer (230 ml Lösung A, 770 ml Lösung B, 1 Liter, destilliertes 

Wasser, pH: 7,4) für 24 h fixiert. Die Rezepte der Lösungen A und B können Tabelle 5 

entnommen werden. 

Dann wurde das Gewebe mit gefiltertem 0,1 M Trisaminomethan-Puffer (0,1 M TRIS-

HCl [TRIS, Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 4855.2; HCL, Merck, Darmstadt, 

Deutschland, 1101652500], 75 ml Lösung A [TRIS], 60 ml Lösung B [1 N HCl] (Tabelle 

5), 1500 ml destilliertes Wasser, pH 7,6) gewaschen (5x5 min) gefolgt von einer 

Inkubation mit Osmiumtetroxid (OsO4, 1%, Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

Massachussets, USA, 191181000) in destillierten Wasser für 2 h bei Raumtemperatur. 

Dann wurde die in destilliertem Wasser gewaschene Gallenblase (5x5 min) über Nacht 

und en bloc in 1% halbgesättigtes Uranylacetat (UAc, Merck, Darmstadt, Deutschland, 

CDS021290) in destilliertem Wasser kontrastiert und anschließend wieder mit 

Abbildung 10: Chemische Stimulation der Gallenblase. 
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destilliertem Wasser (5x5 min) gewaschen. Mit ansteigenden Konzentrationen von 

Ethanol erfolgte eine Dehydratation des Gewebes (30%, 70%, 90%, 96%, 2 x 100% 

EtOH, Sigma Aldrich St. Louis, Missouri, USA, 1718733). 100% Ethanol wurde mit 

Propylenoxid (1,2-Propylenoxid, Merck, Darmstadt, Deutschland, 807027) im Verhältnis 

1:1 gemischt und die Gallenblase für 5 min darin inkubiert. Danach wurde die Probe für 

zwei Mal 5 min in purem Propylenoxid und für 30 min in einem 1:1 Gemisch aus 

Propylenoxid und Epon (46,2 g Epoxy-Einbettungsmittel 45345; 26,5 g Härter 

Dodecenylsuccinic Anhydrid (DDSA) 45346; 25,5 Härter Methlyl Nadic Anhydrid (MNA) 

45347; 2,0 g Beschleuniger 2,4,6-Tris(dimethylaminomethyl)phenol (DMP) 30 45348; 

alle Reagenzien Sigma Aldrich St. Louis, Missouri, USA) bei Raumtemperatur inkubiert. 

Anschließend wurde das Gewebe über Nacht in purem Epon EMbed 812 epoxy resin 

(Electron Microscopy Sciences, Hatflied, PA/USA, 14120) bei 60°C ausgehärtet. 

Überschüssiger Kunststoff an der Schnittfläche des Epon-Blocks wurde auf eine Fläche 

von maximal 16 mm2 mit einem Trimmer (Trimmer TM 60, Reichert, Wien, Österreich, 

701901) in Form einer stumpfen Pyramide zugetrimmt. 

Die Anfertigung der Semi- und Ultradünnschnitte am Ultramikrotom (Reichert Ultracut E, 

Leica, Wetzlar, Deutschland) erfolgte durch die technische Assistentin Frau Tamara 

Papadakis. Zur Überprüfung der korrekten Lage des Stumpfs wurden am Ultramikrotom 

zunächst 0,75 µm dicke Semidünnschnitte angefertigt, auf einen Objektträger überführt 

und anschließend für 1 min mit 1 ml Toluidinblau (Roth, Karlsruhe, Deutschland, 0300.3) 

benetzt und am Lichtmikroskop auf relevante Stellen untersucht. Beim Vorliegen 

relevanter Stellen wurden 3-5 Ultradünnschnitte mit einer Dicke von etwa 80 nm am 

Ultramikrotom angefertigt und auf ein Elektronenmikroskopie-Grid (Graticules Standard 

Netzchen, Plano, Wetzlar, Deutschland, NHF33N) gezogen. Vor der Auswertung der 

Schnitte am Transmissionselektronenmikroskop erfolgte eine Kontrastierung mit 2 ml 

gelösten Uranylacetat (UAc, Merck, Darmstadt, Deutschland, CDS021290) in 

destilliertem Wasser (eine Messerspitze UAc in 2 ml Eppendorf Reaktionsgefäß, 

aufgefüllt mit destilliertem Wasser). Darauf folgte das fünfmalige Abwaschen mit 

destilliertem Wasser. 

 

Name Zusammensetzung 

Lösung A 31,2 g Natriumdihydrogenphosphat-
Dihydrat (NaH2PO4*2 H2O) in 1 Liter 
destilliertem Wasser. 

Lösung B 35,6 g Dinatriumhydrogenphosphat-
Dihydrat (Na2HPO4*2 H2O) in 1 Liter 
destilliertem Wasser 

Tabelle 5: Rezepte der Lösungen A und B. 
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2.3 Elektronenmikroskopie und Point Counting-Methode 

Am Transmissionselektronenmikroskop (EM902, Zeiss, Jena, Deutschland) wurden mit 

Hilfe einer 2K-Weitwinkel-Seitenflansch-Digitalkamera (Tröndle 

Restlichtverstärkersysteme Moorenweis, Deutschland) Bilder gemacht. Pro Tier wurde 

ein intakter Ultradünnschnitt mit dem Transmissionselektronenmikroskop analysiert. Nur 

Cholangiozyten, die in ihrer gesamten apikobasalen Ausbreitung erfasst wurden, über 

mindestens 3 m an das Lumen angrenzten, die Basalmembran erreichten sowie intakte 

Zellorganellen aufwiesen (Abbildung 11), wurden untersucht. 

Der Stichprobenumfang, also die Anzahl an Cholangiozyten, die erforderlich ist, um 

einen aussagekräftigen Messwert für eine bestimmte Probe zu erhalten, wurde mit einer 

Pilotmessung anhand der von Baur angegebenen Methode bestimmt (Baur, 1969). 

Diese Methode basiert auf einer quantitativen Schätzung der notwendigen Anzahl an 

Messpunkten, um verlässliche statistische Ergebnisse zu erzielen. Die Messung beginnt 

ab dem zweiten Messwert fortlaufend mit der Ermittlung des jeweiligen Mittelwerts. Dann 

wird die Variabilität (Streuung) abgeschätzt. Die Streuung der Daten wird hier durch die 

Standardabweichung beschrieben. Der Stichprobenumfang wird so gewählt, dass eine 

Veränderung von maximal 10% vom Mittelwert akzeptiert wird, wenn ein hypothetischer 

zusätzlicher Datenpunkt um 3 Standardabweichungen vom Mittelwert abweichen würde. 

Entsprechend war der kleinste zulässige Stichprobenumfang 19 Cholangiozyten pro 

Gallenblasenpräparat. In dieser Arbeit wurden 20 Cholangiozyten pro Präparat 

berücksichtigt. 

Am Elektronenmikroskop wurden die ersten 20 Cholangiozyten, die im Ultradünnschnitt 

erschienen und die oben genannten Kriterien erfüllten, bei einer Vergrößerung von 

20.000x in originaler Vergrößerung an der apikalen Zellmembran mittig fotografiert und 

in dem Programm Image SP (Sysprok, Minsk, Belarus) gespeichert.  

Anschließend wurde die Point Counting-Methode angewendet, eine klassische, seit 

vielen Jahrzehnten etablierte Technik in der quantitativen Mikroskopie und 

morphometrischen Analyse (Weibel et al., 1966). 

Dabei wurde ein Gitternetz auf ein Bild projiziert, bei dem die Abstände der 

Überschneidungspunkte auf dem Bild 1 cm betragen. Aufgrund des Maßstabs des Bildes 

entsprechen diese jedoch realen Abständen von 250 nm. Dies bedeutet, dass das Bild 

eine stark vergrößerte Darstellung des feinstrukturierten Gitternetzes zeigt, dessen reale 

Abstände im Nanometerbereich liegen. Das Gitter wurde entsprechend der 

hochprismatischen Form der Cholangiozyten ausgerichtet, so dass der höchste Punkt 

der luminalen Membran den Startpunkt der Messung bildete. Überschneidungspunkte, 

die im luminalen 1 μm Zytoplasmaareal auf Mucingranula fielen (PMucingranula), wurden ins 
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Verhältnis zu allen Punkten innerhalb des luminalen 1 μm Zytoplasmaareals gesetzt 

(Pgesamt) (Abbildung 12), woraus sich die Volumendichte (Vv) der Mucingranula in einer 

Zelle berechnete (Formel 1). 

 

 

 

Vv ist die Volumendichte. PMucingranula die Anzahl der Punkte, die auf Mucingranula fallen, 
und Pgesamt die Gesamtzahl der gezählten Punkte innerhalb des 1 μm Zytoplasmaareals. 
 
 

Abbildung 11: Kriterien zur Auswahl von Cholangiozyten zur Bestimmung der 
Volumendichte. 
Diese Abbildung zeigt elektronenmikroskopische Aufnahmen der Cholangiozyten. Diese 
sind fotografiert in 4000-facher, 7000-facher und 20.000-facher Originalvergrößerung. In 

Abbildung 11: Kriterien zur Auswahl von Cholangiozyten zur Bestimmung der Volumendichte. 

Formel 1: Berechnung der Volumendichte der Mucingranula. 



 
  37 

4000-facher Vergrößerung wurden die Kriterien zur Aufnahme eines Cholangiozyten in 
die Studie überprüft. Diese waren ihr Anschnitt in eine einschichtig hochprismatische 
Form, sodass die Zelle von der Basalmembran bis zum Lumen reicht (grüne gestrichelte 
Linie) und eine apikale Angrenzung ans Lumen von mindestens 3 µm (grüner 
Doppelpfeil). Eine erkennbare Doppelmembran des Zellkerns bei 7000-facher 
Vergrößerung (grüner Stern) zeigte einen korrekten Fokus der Kamera an. Anschließend 
erfolgte die Nachvergrößerung in die Mitte der apikalen Zellgrenze in 20.000-facher 
Originalvergrößerung und die Aufnahme eines Fotos. 
 

 
Abbildung 12: Point Counting-Methode zur Bestimmung der Volumendichte in 
Mucingranula. 
In 20.000-facher Originalvergrößerung ist hier das mittlere apikale Zellareal eines 
Cholangiozyts abgebildet. Hellgrau abgrenzbar sind Mucingranula verschiedener 
Größen. Ein Gitternetz ist auf das Bild projiziert, bei dem die Abstände der 
Überschneidungspunkte auf dem Bild 1 cm betragen. Aufgrund des Maßstabs des Bildes 
entsprechen diese jedoch realen Abständen von 250 nm in der Zelle. Berücksichtigt 
wurde die Volumendichte der Mucingranula im apikalen Bereich der Zelle, die Vesikel in 
einem Abstand von 1 µm zur luminalen Oberfläche der Zelle umfasst. 
Überschneidungspunkte, welche nicht intrazellulär liegen, werden nicht berücksichtigt 
(schwarze Kästchen ◼). Intrazelluläre Überschneidungspunkte des Gitternetzes, welche 
auf ein Mucingranulum fallen (30 rote Kreuze x), werden ins Verhältnis zu allen 

Abbildung 12: Point Counting-Methode zur Bestimmung der Volumendichte in Mucingranula. 
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intrazellulären Überschneidungspunkten (56) gesetzt. Hier ergibt sich eine 
Volumendichte der Mucingranula von: 30/56 ≈ 54%. 
 

2.4 Computerprogramme 

In folgender Tabelle sind die Computerprogramme aufgeführt, die in dieser Arbeit 

Anwendung fanden. 

 

Software Firma Sitz der Firma 

BioRender BioRender Toronto, Kanada 

Prism 7 GraphPad Software, Inc. San Diego, Kalifornien, USA 

Microsoft Office 2023 Microsoft Washington, Washington, 

USA 

ImageJ2 (Version: 2.9.0) National Institute of Health Bethesda, Maryland, USA 

ImageSP SYSPROG Minsk, Belarus 

IOS 16.1.1 Apple Cupertino, Kalifornien, USA 

Tabelle 6: Verwendete Computerprogramme. 

 

2.5 Statistische Analyse 

Innerhalb eines Genotyps wurden die Mäuse zufällig den experimentellen Gruppen 

zugeordnet. Ein Datenpunkt „n“ repräsentiert den Mittelwert der Mucingranula im 

apikalen 1 µm Zytoplasmaareal von 20 Cholangiozyten der Gallenblase einer Maus, also 

eines biologischen Replikats. 

Die pharmakologische Stimulation explantierter Gallenblasen mit Muskarin, Muskarin 

mit Atropin und dem Kontrollmedium (destilliertes Wasser) wurden an C57BL/6-Mäusen 

auf 7 Versuchstage aufgeteilt. Das Alter dieser Mäuse war mindestens 67 Tage und 

höchstens 118 Tage. Dabei waren alle Mäuse weiblich. 

Die pharmakologische Stimulation explantierter Gallenblasen mit Propionat und dem 

Kontrollmedium (destilliertes Wasser) wurden an C57BL/6N und Chrm3-/- -Mäusen in 2 

Versuchstage aufgeteilt. Das Alter der Mäuse war mindestens 161 Tage und höchstens 

226 Tage. Alle Mäuse waren weiblich.  

Die LED-Stimulation explantierter Gallenblasen der Chat-ChR2-EYFP und C57BL/6RJ-

Mäuse fand an 4 Versuchstagen statt. Das Alter der Mäuse war mindestens 8 Wochen.  

Die pharmakologische Stimulation explantierter Gallenblasen mit Propionat, Muskarin 

und dem Kontrollmedium (destilliertes Wasser) wurde an Avilcre:Chatfl/fl und 
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Avilcre:Chatfl/+-Mäusen auf 2 Versuchstage aufgeteilt. Das Alter der Mäuse war 

mindestens 90 Tage und höchstens 196 Tage. Alle Mäuse waren weiblich.  

An jedem Versuchstag gab es mindestens eine Kontrollmaus und mindestens eine 

Kontrollstimulation der explantierten Gallenblase. 

Tötung, Explantation und Stimulation erfolgten bei allen Versuchen jeweils am selben 

Tag. 

Wenn nicht anders gekennzeichnet, wurden Ergebnisse der Versuche als Mittelwert ± 

Standardfehler des Mittelwerts (SEM) angegeben. 

Es wurden keine Daten exkludiert, bis auf Präparate, die initial oder in der 

Gewebeaufbereitung kein intaktes Gewebe im Elektronenmikroskop erkennen ließen. 

Die statistische Auswertung erfolgte mit dem Programm Prism 7, auch die Graphen 

wurden dort erstellt. Das Gestalten von repräsentativen Schemata und Abbildungen 

erfolgte mit Hilfe von BioRender und PowerPoint. Zunächst wurde mit Hilfe des Shapiro-

Wilk-Tests geprüft, ob die Stichprobe normalverteilt ist. Anschließend wurde der 

ungepaarte t-Test angewendet. Wenn ein Merkmal sich auf mehrere Versuchsgruppen 

bezog und diese verglichen werden sollten, erfolgte eine Varianzanalyse (ANOVA, 

Analysis of Variance) mit post hoc Tukey-Korrektur. Unterschiede wurden bei p ≤ 0.05 

als statistisch signifikant gewertet. 

 

3. Ergebnisse 

 

3.1 Morphologie von Cholangiozyten der Gallenblase 

Cholangiozyten variierten in der Höhe ihrer apikobasalen Ausdehnung von 10-18 µm. 

Ihre Form war übereinstimmend mit vorherigen Studien hochprismatisch (Hayward & 

Johnston, 1961; Housset et al., 2016; Oldham-Ott & Gilloteaux, 1997) (Abbildung 13). 

Das Kern-Plasma-Verhältnis wuchs, je kleiner der Cholangiozyt war. Cholangiozyten 

besaßen eine apikale (luminale) und basolaterale Plasmamembran, welche an die 

Basalmembran anschließt. Die basolateralen Plasmamebranen der Cholangiozyten 

zeigten Auffaltungen auf. Von den Cholangiozyten erstreckten sich zahlreiche Mikrovilli 

ins Lumen der Gallenwege, diese waren von einem Schleimfilm umgeben. 

Vesikel, Lysosomen, Mucingranula und weitere Organellen befanden sich in der 

apikalen Domäne des Zytoplasmas. 

Cholangiozyten besaßen einen prominenten Golgi-Apparat mit einer mittigen 

Lokalisation, ein unauffälliges raues endoplasmatisches Retikulum und zahlreiche 

Mitochondrien, welche die Stoffwechselaktivität der Cholangiozyten zur 
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Aufrechterhaltung der Funktionalität des Gallenblasenepithels unterstreichen. Der 

Nukleus besaß Einkerbungen und war basal lokalisiert (Abbildung 13). 

Abbildung 13: Morphologie der Cholangiozyten in der Gallenblase der Maus. 
Cholangiozyten (C) sind die dominierenden Zellen in der Lamina epithelialis der Tunica 
mucosa der Gallenblase. Sie bilden ein einschichtiges hochprismatisches Epithel. An 
ihrer apikalen Zellmembran zeigen sie in das Lumen reichende Mikrovilli (rote Pfeile) 
auf. Die apikale Zellmembran wird von einem Schleimfilm (rote Kreise) bedeckt. Die 
laterale Membran (grüner Kasten) zeigt Auffaltungen auf. Lysosomen, Vesikel und 
Mucingranula (MG) befinden sich im apikalen Zytoplasmaareal. Mitochondrien (rote 
Kästen) sind in der gesamten Zelle verteilt. In der Mitte der Zelle ist der Golgi-Apparat 
(GA) deutlich ausgeprägt. Basal in der Zelle befindet sich der runde bis ovale Nukleus 
(N). Die Pfleilspitzen zeigen auf die Basallamina. 
 

3.2 Ultrastruktur der Bürstenzelle der Gallenblase 

Der dominierende Zelltyp des Gallenblasenepithels war der Cholangiozyt, die 

Hauptzelle. Am zweithäufigsten kam die Bürstenzelle vor (Abbildung 14), 

übereinstimmend mit vorherigen elektronenmikroskopischen Studien (Luciano, 1972). 

Abbildung 13: Morphologie der Cholangiozyten in der Gallenblase der Maus. 
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Bürstenzellen waren in der Gallenblase nicht homogen verteilt. Am häufigsten waren sie 

am Gallenblasenhals und –boden lokalisiert (Luciano and Reale, 1990). 

Die Bürstenzelle war asymmetrisch: schmal im apikalen Teil, welcher dem 

Gallenblasenlumen zugewandt war, und breit im basalen Teil. Die basale 

Plasmamembran reichte bis zur Basalmembran des Gallenblasenepithels (Abbildung 

14). 

Bürstenzellen kennzeichnete ein apikaler namensgebender Bürstensaum, der aus 

steifen und prominenten Mikrovilli bestand (Abbildung 15). Dabei wiesen sie, 

übereinstimmend mit Luciano et al., einen Diameter von 0.18-0.2 μm auf (Luciano et al., 

1977). Apikal waren die Bündel an der Innenseite der Zytoplasmamembran verankert, 

während sie basal tief bis in die Zelle reichten. Zwischen den tief im Zytoplasma 

verankerten apikalen Mikrovilli befand sich eine morphologische heterogene Menge an 

Vesikeln (Abbildung 15). Sie konnten rundlich erscheinen und einen prominenten Kern 

aufweisen oder eine Form ohne Inhalt annehmen. Die Zahl der Vesikel unterschied sich 

zwischen den Bürstenzellen. Dies wurde bereits früher in Zusammenhang mit der 

Zellaktivität gesetzt (Luciano & Reale, 1979). 

Der exzentrische Nucleus der Bürstenzelle war oval und im basalen Teil des 

Zytoplasmas lokalisiert, wo die Zelle am breitesten war (Abbildung 15). 

Auch Ribosomen und das raue endoplasmatische Retikulum lagen in der basalen 

Region. Der Golgi-Apparat war innerhalb der Bürstenzellen unterschiedlich ausgeprägt 

und lag meist lateral des Nucleus. Die Mitochondrien waren vom Cristae-Typ und häufig 

apikal lokalisiert. In wenigen Aufnahmen befanden sich basal der Bürstenzellen, aber 

innerhalb des Gallenblasenepithels, Zellen des Immunsystems (Abbildung 15). 
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Abbildung 14: Elektronenmikroskopische Übersichtsaufnahme von zwei 
Bürstenzellen in der Gallenblase der Maus. 
Ein längs angeschnittener (basal bis apikal) Cholangiozyt (C) befindet sich in der Mitte 
der Aufnahme. Bilateral angrenzend befinden sich Bürstenzellen (BZ). Charakteristisch 
für Bürstenzellen sind der eher basal liegende Zellkern, zahlreiche Mikrovilli (rote Pfeile), 
die in das Lumen reichen, sowie Vesikel zwischen den tief verankerten Mikrovilli. 

Abbildung 14: Elektronenmikroskopische Übersichtsaufnahme von zwei Bürstenzellen in der Gallenblase 

der Maus. 
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Abbildung 15: Die Morphologie der Bürstenzellen mit ihren charakteristisch tief verankerten Mikrovilli. 
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Abbildung 15: Die Morphologie der Bürstenzellen mit ihren charakteristischen tief 
verankerten Mikrovilli. 
Die Bürstenzelle (rote Umrandung) ist im Gallenblasenepithel von Cholangiozyten (C) 
umgeben. Sie ragt mit ihren über Filamentbündel (rote Pfeile) tief im Zytoplasma 
verankerten Mikrovilli apikal in das Lumen der Gallenblase. Dabei unterscheidet sich die 
Dichte sowie die Verankerung ihres Bürstensaums von denen der Cholangiozyten (hier 
jeweils die lateralen Zellen). Zwischen den axial verankerten Mikrovilli befinden sich 
Vesikel (rot eingekreist). Im basalen Teil der Bürstenzelle befindet sich der ovale 
Nucleus (N), der sich in seiner Form ebenfalls von den Nachbarzellen unterscheidet. Die 
Mitochondrien (rote Kästen) sind vom Cristae-Typ und häufig apikal lokalisiert. Der 
Golgi-Apparat (GA) befindet sich lateral des Nucleus. Basal der Bürstenzelle befinden 
sich zwei Zellen des Immunsystems. 
 

3.3 Muskarin bewirkt eine Exozytose der Mucingranula 

Die Stimulation explantierter Gallenblasen von C57BL/6J-Mäusen mit dem cholinergen 

Agonisten Muskarin (10 µM) ergab eine signifikante (p = 0,003) Verringerung der 

Volumendichte von apikalen Mucingranula der Cholangiozyten um 29,6 % (Abbildung 

16). Dieses Ergebnis validiert eine frühere Studie (Axelsson et al., 1985). Der cholinerge 

Agonist Pilocarpin förderte die Sekretion von Mucingranula in Cholangiozyten der Maus 

und führte damit zu einer geringeren intrazellulären Volumendichte der Mucingranula. 



 
  45 

  

Abbildung 16: Eine cholinerge Stimulation bewirkt eine Exozytose von Mucingranula. 
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Abbildung 16: Eine cholinerge Stimulation bewirkt eine Exozytose von 
Mucingranula. 
a) Volumendichtemessungen der apikalen Zellregion von Cholangiozyten explantierter 
C57BL/6J-Gallenblasen, die mit dem Kontrollmedium (Kontr+) oder mit dem cholinergen 
Agonisten Muskarin (10 µM) stimuliert wurden. Kontrollmedium: Destilliertes Wasser. 
Ungepaarter t-Test, Daten von 5 unabhängigen Experimenten (n = 5). 
b) Obere Reihe: Repräsentative elektronenmikroskopische Übersichtsaufnahmen von 
Cholangiozyten. Untere Reihe: Repräsentative elektronenmikroskopische Aufnahmen 
der apikalen Zellregion von Cholangiozyten bei höherer Originalvergrößerung. 
Modifiziert aus Keshavarz et al. (2021). 
 

3.4 Eine optogenetische Aktivierung der Bürstenzelle in Chat-ChR2-EYFP-Mäusen 

senkt die Volumendichte der Mucingranula in den Cholangiozyten 

Eine 3-minütige LED-Stimulation (blaues Licht, 456 nm, 8 Hz, 60 ms Pulslänge) 

explantierter Gallenblasen von Chat-ChR2-EYFP-Mäusen (ChR2tg/+) führte zu einer 

Reduktion der Volumendichte der Mucingranula im apikalen Zytoplasma der 

Cholangiozyten um 65% im Vergleich zu Gallenblasen von korrespondierenden 

Geschwistertieren (ChR2+/+). Dieser Effekt war mit dem muskarinischen Blocker Atropin 

(1 µM) antagonisierbar (Abbildung 17) und ist damit auf eine Aktivierung muskarinischer 

Acetylcholinrezeptoren zurückzuführen. Da Chat-ChR2-EYFP in der Gallenblase nur in 

Bürstenzellen exprimiert wird (Keshavarz et al., 2022), ist nach einer LED-Stimulation 

von einer parakrinen Stimulation der Cholangiozyten und nachfolgender Reduktion der 

Volumendichte der Mucingranula auszugehen. 

Eine LED-Stimulation explantierter Wildtypgallenblasen führte ebenfalls zu einer 

Verringerung der Mittelwerte der Volumendichte der Mucingranula, das war mit einem 

p-Wert von 0,152 jedoch nicht signifikant. Hier kann bereits ein geringer Effekt über 

natürlich vorkommende lichtsensitive Proteine vorliegen, der bei dieser 

Stichprobenanzahl nicht sichtbar wird. 
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Abbildung 17: Eine optogenetische Aktivierung der Bürstenzellen in Chat-ChR2-
EYFP-Mäusen senkt die Volumendichte der Mucingranula in den Cholangiozyten. 

Abbildung 17: Eine optogenetische Aktivierung der Bürstenzelle in Chat-ChR2-EYFP-Mäusen senkt die 
Volumendichte der Mucingranula in den Cholangiozyten. 
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a) Volumendichtemessungen der apikalen Zellregion von Cholangiozyten explantierter 
Chat-ChR2-EYFP (ChR2tg/+)- und ChR2+/+-Gallenblasen, die nicht (LED-) oder mit LED 
(LED+) stimuliert wurden, jeweils in Abwesenheit (-) und Anwesenheit (+) des 
muskarinischen Blockers Atropin. ANOVA mit Tukey post hoc-Korrektur. Daten von 5-7 
unabhängigen Experimenten für alle Gruppen (n = 5 bis 7).   
b) Repräsentative elektronenmikroskopische Aufnahmen der apikalen Zellregion von 
Cholangiozyten bei 20.000-facher Originalvergrößerung. Modifiziert aus Keshavarz et 
al. (2021). 
 

3.5 Propionat induziert die Exozytose von Mucingranula über einen cholinergen 

Mechanismus 

Nadjsombati et al. wiesen FFARs in den Bürstenzellen des Gastrointestinaltrakts nach 

(Nadjsombati et al., 2018). Dieser Rezeptor detektiert kurzkettige Fettsäuren, welche 

Stoffwechselprodukte intestinaler Bakterien sind (Trompette et al., 2014). Wir 

betrachteten daher Propionat als möglichen Stimulus für die Bürstenzellen der 

Gallenblase. Aufgrund der beiden Vorbefunde, dass über einen muskarinischen 

Rezeptor Mucingranula freigesetzt werden können und Bürstenzellen ChAT 

exprimieren, lag der Verdacht nahe, dass die Stimulation der Bürstenzelle über eine 

Acetylcholinfreisetzung erfolgt. Daher wurde Propionat als Stimulus direkt in zwei 

verschiedenen Mäusestämmen getestet: Ein Mausstamm repräsentiert Mäuse, die 

ChAT exprimieren (Avilcre/+:Chatfl/+-Mäuse). Dem anderen Mausstamm fehlt 

bürstenzellspezifisch das Acetylcholinsyntheseenzym (Avilcre/+ :Chatfl/fl-Mäuse). 

In den Avilcre/+:Chatfl/+-Mäusen führte die Behandlung mit dem von Bakterien gebildeten 

Stoffwechselprodukt Propionat (5 mM) zu einer signifikanten Reduktion der 

Volumendichte im Vergleich zur Kontrollgruppe (p = 0,0001). Diese Reduktion zeigte 

einen fördernden Einfluss von Propionat auf die Mucinsekretion, der in einer 

Verringerung der Volumendichte der Mucingranula in den Cholangiozyten zum Ausdruck 

kam. 

Wir stellten die Arbeitshypothese auf, dass dieser Effekt durch das von Bürstenzellen 

mit Hilfe von ChAT synthetisierte Acetylcholin vermittelt wird. 

Diese Hypothese wurde mit Hilfe eines Maustammes (Avilcre/+ :Chatfl/fl-Mäuse), welcher 

bürstenzellspezifisch kein Acetylcholin synthetisiert, getestet. In diesem Mausstamm 

hatte Propionat keinen Einfluss mehr auf die Mucinsekretion. Zwar fehlt bei Avilcre/+ 

:Chatfl/fl-Mäusen die Quelle von Acetylcholin, dennoch führte eine Stimulation mit 

Muskarin zu einer erhöhten Mucinsekretion der Cholangiozyten, so dass davon 

ausgegangen werden konnte, dass der Rezeptor der Cholangiozyten in diesem 

Mausstamm weiterhin funktionierte. 
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Abbildung 18: Propionat beeinflusst die Dichte der Mucingranula in den Cholangiozyten der Bürstenzelle. 
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Abbildung 18: Propionat reduziert die Dichte der Mucingranula in den 
Cholangiozyten über ChAT der Bürstenzelle.  
a) Explantierte Gallenblasen von Mäusen mit einem bürstenzellspezifischen Verlust von 
Chat (Avilcre/+:Chatfl/fl) und von Wurfgeschwistern als Kontrolle (Avilcre/+ :Chatfl/+) wurden 
mit dem Kontrollmedium (Kontrolle+), mit Propionat (Propionat+) (5 mM) oder Muskarin 
(Muskarin+) (10 µM) stimuliert. Der Graph zeigt die Volumendichtemessungen dazu. 
Kontrollmedium: Destilliertes Wasser. Daten von 6 unabhängigen Experimenten (n = 6) 
für mit Propionat stimulierte Avilcre/+ :Chatfl/+ Gallenblasen und 5 unabhängigen 
Experimenten für alle anderen Gruppen. ANOVA mit Tukey post hoc-Korrektur. 
b) Repräsentative elektronenmikroskopische Aufnahmen der apikalen Zellregion von 
Cholangiozyten. 
Modifiziert aus Keshavarz et al. (2021). 
 

3.6 Der Chrm3-Rezeptor vermittelt den cholinergen Effekt der Bürstenzelle an den 

Cholangiozten 

In den Gallenblasen der Chrm3+/+-Mäuse reduzierte eine Propionatbehandlung die 

Volumendichte der Mucingranula in den Cholangiozyten um 13 % (p = 0,015) im 

Vergleich zur Kontrollgruppe (Abbildung 19). 

Im Gegensatz dazu zeigten die Chrm3-/--Mäuse, denen das Chrm3-Gen fehlt, keine 

signifikante Veränderung der Volumendichte der Mucingranula nach 

Propionatbehandlung im Vergleich zur Kontrollgruppe (p = 0,984) (Abbildung 19). Damit 

bewirkte Propionat eine Verringerung der Volumendichte der Cholangiozyten über die 

Vermittlung durch Chrm3. Diese Ergebnisse zeigen in Zusammenschau der vorherigen 

Ergebnisse, dass Chrm3 eine wesentliche Rolle bei der Vermittlung des cholinergen 

Effekts von Bürstenzellen auf Cholangiozyten spielte: Propionat triggerte die 

Bürstenzelle ChAT-abhängig Acetylcholin zu sezernieren. Acetylcholin wiederum 

vermittelte über Chrm3 seinen cholinergen Effekt an die Cholangiozyten, deren 

Volumendichte der Mucingranula in Folge ihrer Sekretion abnahm. 
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Abbildung 19: Chrm3 vermittelt den cholinergen Effekt von Bürstenzellen auf 
Cholangiozyten. 

Abbildung 19: Chrm3 vermittelt den cholinergen Effekt von Bürstenzellen auf Cholangiozyten. 
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a) Volumendichte von Mucingranula von Cholangiozyten explantierter Chrm3+/+- und 
Chrm3-/--Gallenblasen, die mit dem Kontrollmedium (Kontr+) oder mit Propionat (5 mM) 
stimuliert wurden. Kontrollmedium: Destilliertes Wasser. Ungepaarter t-Test. Daten von 
3 unabhängigen Experimenten (n = 3). 
b) Repräsentative elektronenmikroskopische Aufnahmen der apikalen Zellregion von 
Cholangiozyten. Modifiziert aus Keshavarz et al. (2021). 
 

4. Diskussion 

4.1 Diskussion der Methodik 

Die Analyse der Volumendichte von Zellkomponenten in biologischen Proben ist 

entscheidend, um die Organisation und Funktion von Zellstrukturen zu verstehen. 

Hierbei wird die Point Counting-Methode, eine klassische, seit vielen Jahrzehnten 

etablierte Technik in der quantitativen Mikroskopie und morphometrischen Analyse, 

häufig mit der Elektronenmikroskopie kombiniert (Weibel et al., 1966). Besonders in der 

kardiovaskulären Forschung gewann die Elektronenmikroskopie in Kombination mit der 

Point Counting-Methode in den letzten Jahrzehnten an Popularität (zusammengefasst 

von Collins et al., 2021). Beispielsweise verglichen Rakusan et al. die Volumendichte 

von Mitochondrien physiologischer Kardiomyozyten mit hypertrophen Kardiomyozyten 

(Rakusan & Tomanek, 1986). 

Die Elektronenmikroskopie erlaubt eine ultrastrukturelle Abgrenzung der Mucingranula 

von anderen Zellkomponenten der Cholangiozyten. Diese hochauflösenden 

Informationen ermöglichen eine robuste und quantitative Punktzählung, welche 

Schlussfolgerungen über die Sekretion von Mucingranula erlauben. Bereits im Jahr 1985 

untersuchten Axelsson et al. über die elektronenmikroskopische Point Counting-

Methode die Volumendichte der Mucingranula in Cholangiozyten der Maus nach 

Stimulation mit dem cholinergen Agonisten Pilocarpin. Zur Erfassung der Mucinsekretion 

von Cholangiozyten wurde zunächst die Point Counting-Methode verwendet. 

Darüber hinaus wurden die Ergebnisse unabhängig mittels einer modifizierten PAS-

Färbung in unserer Arbeitsgruppe validiert. Die explantierten Gallenblasen der 

Versuchstiere sowie der entsprechenden Kontrollgruppen der gleichen Tiermodelle 

wurden longitudinal eröffnet und nach dem Protokoll der elektronenmikroskopischen 

Versuche chemisch stimuliert. Die daraus gewonnenen Überstände wurden gesammelt 

und mittels Dot-Blot auf eine Polyvinylidenfluorid-Membran transferiert. Anschließend 

erfolgte eine Färbung mit einer hochsensitiven, modifizierten PAS-Reaktion. Zur 

quantitativen Bestimmung des Glykoproteingehalts wurde die optische Dichte der 

gefärbten Proteine mithilfe der Software ImageJ und GraphPad Prism analysiert. Die 

Glykoproteinkonzentration der Proben wurde anhand einer Standardkurve, die auf 

Schweinemagenschleim basierte, berechnet. Damit konnten Rückschlüsse auf die 



 
  53 

Konzentration der Glykoproteine und die Mucinsekretion von Cholangiozyten gezogen 

werden, welche die zuvor ermittelten Ergebnisse aus der Point Counting-Methode 

bestätigten (Keshavarz et al., 2022). 

Ein natürlicher aktivierender Stimulus der biliären Bürstenzelle war nicht bekannt. Um 

diese Zelle spezifisch zu aktivieren, wurde ein optogenetisches Modell gewählt. Ein 

Fusionsprotein von ChR2 und dem gelb fluoreszierenden Protein YFP wurde unter der 

Kontrolle des ChAT-Promotors und somit in Bürstenzellen exprimiert. Entscheidend für 

die Interpretation der Ergebnisse war, dass ChR2 exklusiv in Bürstenzellen exprimiert 

wurde, da der ChAT-Promotor auch in cholinergen Nervenzellen aktiv sein kann. 

Durchgeführte Immunfärbungen mit Antikörpern gegen bürstenzelltypische Marker wie 

ChAT, PLCβ2 (die für chemosensorische Zellen charakteristische Phospholipase-C-

Isoform), TRPM5 und Pou2f3 (Yamashita et al., 2017) in unserer Arbeitsgruppe zeigten 

dabei die exklusive Expression von ChR2 in Bürstenzellen in der Gallenblase 

(Keshavarz et al., 2022). 

So wurde mittels Immunfärbungen gezeigt, dass die native YFP-Fluoreszenz eine 

Kolokalisation mit der ChAT-Immunreaktivität in einzelnen epithelialen Zellen aufwies, 

was bereits auf die cholinerge Natur der Bürstenzellen hinwies. Weiterführende 

doppelmarkierende Immunfluoreszenzanalysen zeigten eine YFP-Immunreaktivtät in 

Pou2f3-, PLCβ2- und TRPM5-positiven Bürstenzellen der Gallenblase, was in vier 

biologischen Replikaten nachgewiesen wurde. Zusätzlich zeigte die Doppel-

Immunfluoreszenz von Gallenblasen Whole-mounts eine weitgehende Kolokalisation 

von YFP- und TRPM5-Immunreaktivitäten, wobei nur selten einzelne immunreaktive 

Zellen gefunden wurden. 

Damit konnte basierend auf der Expression von EYFP und TRPM5 gezeigt werden, dass 

91,7% von 455 untersuchten Zellen EYFP+/TRPM5+ waren. Nur 0,4 % waren 

EYFP+/TRPM5—Zellen, 7,7 % waren EYFP-/TRPM5+-Zellen. 

Des Weiteren konnte in unserer Arbeitsgruppe gezeigt werden, dass ChAT-ChR2-EYFP 

nicht in Nervenfasern der Gallenblase exprimiert wird. Die immunhistochemische 

Färbung der Gallenblase mit Antikörpern gegen YFP und PGP9.5 (Protein Gene Product 

9.5), einem allgemeinen neuronalen Marker, ergab keine Überlappung der Signale, was 

darauf hindeutet, dass cholinerge Nervenfasern in diesem Gewebe keine ChR2-

vermittelte YFP-Fluoreszenz aufweisen. Dies wurde in drei biologischen Replikaten 

bestätigt. Zusammenfassend zeigten diese Ergebnisse, dass ChAT-ChR2-EYFP 

selektiv in cholinergen Bürstenzellen der Gallenblase exprimiert wird, nicht jedoch in 

cholinergen Nervenfasern.  

Eine vorherige Arbeit von Perniss et al. zeigte bereits die exklusive Expression von ChR2 

in den Bürstenzellen der Trachea. In der Arbeit wurde das gleiche Mausmodell, also 
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Chat-ChR2-EYFP-Mäuse, eingesetzt. In den Tracheen dieser Mäuse wurde die native 

YFP-Fluoreszenz in der Mehrheit, aber nicht in allen Bürstenzellen beobachtet. Diese 

Bürstenzellen wurden durch eine simultane ChAT- und TRPM5-Immunfärbung 

identifiziert. Zusätzliche Immunfärbungen mit einem anti-GFP-Antikörper zur Detektion 

niedrigerer Expressionslevel des ChR2-YFP-Fusionsproteins konnten die Anzahl der 

ChR2-YFP-positiven Zellen weiter erhöhen. Zur Quantifizierung wurde die Kofärbung mit 

einem TRPM5-Antikörper gewählt, da diese Methode sich als effizienter erwies als die 

ChAT-Immunfärbung, was in einer ChAT-GFP-Reportermaus (Tallini et al., 2006) 

getestet wurde. Diese Analyse ergab eine YFP-Expression in 82 % der TRPM5-positiven 

Zellen, während keine anderen epithelialen Zelltypen eine YFP-Expression zeigten 

(Perniss et al., 2020). 

Das optogenetische Modell erlaubte eine präzise Aktivierung der Bürstenzellen durch 

Licht, ohne dass zuvor ein natürlicher Stimulus identifiziert werden musste. Blaues Licht 

führte zur Öffnung von ChR2-Kanälen, wodurch Kationen in die Zelle einströmten. Dies 

bewirkte eine Depolarisation der Zellmembran und damit eine zelltypspezifische 

Erregung der Bürstenzellen. Die Tatsache, dass eine Depolarisation der Bürstenzellen 

durch ChR2 zu einer nachfolgenden ACh-Freisetzung führte, zeigt, dass dieser Prozess 

spannungsabhängig ist. Dies ist ein bedeutender Befund, da auch denkbar wäre, dass 

die ACh-Freisetzung über andere Mechanismen, wie metabotrope Signalwege oder 

autokrine/parakrine Prozesse, gesteuert werden könnte. Durch eine gezielte elektrische 

Erregung der Bürstenzellen konnte jedoch nachgewiesen werden, dass die Freisetzung 

von ACh an Änderungen des Membranpotenzials gekoppelt ist. 

 

4.2 Physiologische Bedeutung der Mucinsekretion 

Das Speichern und Leeren von Galle hängt maßgeblich von der motorischen Aktivität 

der Gallenblase ab. Galle enthält Gallensäuren, welche potenziell zellschädigend auf 

das Gallenblasenpithel wirken können. Das Gallenblasenepithel sezerniert deswegen 

Mucine und Bikarbonat, um das Gallenblasenepithel zu schützen (Housset et al., 2016). 

Im Fall eindringender Pathogene sind Mucine wahrscheinlich die ersten Moleküle, mit 

denen sie in Kontakt kommen, bevor sie die epithelialen Zellen erreichen. Die Interaktion 

mit Mucinen begrenzt die Bindung der Pathogene an zellulären 

Oberflächenglykoproteinen und kann diese so neutralisieren (Kim & Khan, 2013). 

Dementsprechend ist eine erhöhte Mucinsekretion eine seit langem bekannte 

Abwehrreaktion der infizierten Gallenblase (Gilman et al., 1982). 
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In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Bürstenzelle parakrin über 

Acetylcholin die Mucinfreisetzung aus den benachbarten Cholangiozyten stimuliert. Eine 

Kommunikation der Bürstenzellen mit den Nachbarzellen stellt grundsätzlich keine 

Ausnahme dar. In der Trachea wird nach Detektion bakterieller Formyl-Peptide durch 

Acetylcholin die mukoziliäre Clearance des benachbarten respiratorischen Epithels 

erhöht. Dies ist als unspezifische Abwehr ein essenzieller Schutzmechanismus der 

Atemwege, bei dem die Zilien in einer koordinierten Wellenbewegung den Schleim in 

Richtung Rachen als Reaktion auf z.B. Reizstoffe oder Infektionen transportieren 

(Perniss et al., 2020). 

Bürstenzellen spielen eine zentrale Rolle in der Regulation der Elektrolytsekretion im 

Dünndarm und in der Trachea, indem sie über Acetylcholin die Chloridsekretion 

benachbarter Epithelzellen stimulieren (Billipp et al., 2024; Perniss et al., 2023). Diese 

sezernieren Chloridionen, die aufgrund ihres osmotischen Effekts Wasser nachziehen, 

wodurch eine verstärkte Flüssigkeitsfreisetzung an Schleimhautbarrieren erfolgt. Dies 

trägt sowohl zur homöostatischen Hydration als auch zur „Weep“-Reaktion im Darm bei 

– einer essentiellen Abwehrreaktion der Typ-2-Immunantwort gegen parasitäre 

Helminthen. Die Bürstenzellen erkennen dabei das Vorhandensein von Helminthen und 

setzen Zytokine und Lipidmediatoren frei, um die Typ-2-Immunzellen einzuleiten. 

Parallel dazu induziert das von Bürstenzellen freigesetzte Acetylcholin eine parakrine 

Chloridsekretion durch Epithelzellen, was zu einer verstärkten Flüssigkeitsabgabe führt 

und so die Abwehrmechanismen gegen Helminthen unterstützt. Perniss et al. und Billipp 

et al. identifizierten eine funktionelle Einheit, die Acetylcholin als Signal nutzt, um die 

sensorische Aktivität der Bürstenzellen mit den sekretorischen Abwehrmechanismen der 

benachbarten Epithelzellen zu verknüpfen (Billipp et al., 2024; Perniss et al., 2023). 

Die Bürstenzelle setzt Acetylcholin frei, wobei dessen Wirkung sowohl organ- als auch 

kontextspezifisch ist. Ebenso variiert der auslösende Stimulus in Abhängigkeit vom 

jeweiligen Organ. So triggert Succinat die Bürstenzelle im Dünndarm (Nadjsombati et 

al., 2018) und in der Trachea (Perniss et al., 2023). Hingegen lösen Propionat, Butyrat 

und Acetat keinen Reiz der Bürstenzellen in der Trachea aus, was mit dem Befund, dass 

FFARs weder in Bürstenzellen der Trachea noch in den Epithelzellen des 

respiratorischen Epithels exprimiert werden, konsistent ist (Perniss et al., 2023). Trotz 

organspezifischer Unterschiede lässt sich ein übergeordnetes Prinzip erkennen: 

Bürstenzellen fungieren als Sensoren für Gefahrensignale und initiieren organabhängig 

unspezifische Abwehrreaktionen. 
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4.3 Mögliche Herkunft von Propionat 

Als Hauptprodukt der Fermentation von Ballaststoffen durch Bacteroides-Spezies 

beträgt die Konzentration von Propionat etwa 100 mM im Zäkum des Menschen 

(Cummings et al., 1987). Propionat wird in den Kreislauf aufgenommen und von 

peripheren Geweben metabolisiert. Die systemischen Blutkonzentrationen von 

Propionat, also 79 ± 22 µM im peripheren Blut, 375 ± 70 µM im portalvenösen Blut oder 

148 ± 42 µM im hepatischen Blut (Cummings et al., 1987), reichen jedoch nicht aus, um 

suffizient bürstenzellspezifische Mechanismen zu aktivieren. Da Bürstenzellen jedoch 

hauptsächlich mit ihrer Oberfläche mit Gallenflüssigkeit in Kontakt treten, wurde in 

unserer Arbeitsgruppe auch die Propionatkonzentration der Galle mit 0,155 ± 0,044 mM 

bestimmt (Keshavarz et al., 2022). Auch diese reichte nicht aus, um die Bürstenzellen 

zu triggern. In parallel zu den Versuchen dieser Arbeit laufenden Experimenten zur 

Auslösung einer Gallenblasenkontraktion durch Bürstenzellen wurde gezeigt, dass 

bürstenzellspezifische Mechanismen erst ab einer Propionatkonzentration von ca. 5 mM 

aktiviert werden (Keshavarz et al., 2022). Damit ist die Bürstenzelle im physiologischen 

Zustand nicht kontinuierlich aktiv. Die Befunde sprechen dafür, dass Bürstenzellen 

entweder durch eine lokale Produktion von Propionat oder einen Rückfluss aus dem 

Duodenum aktiviert werden und nicht durch eine Metabolisierung aus dem Darm. Beides 

entspricht pathologischen Zuständen. Ein einfacher Rückfluss von Duodenalsaft allein 

würde nicht ausreichen, um bürstenzellspezifische Antworten einzuleiten, da die 

Propionatkonzentration im Duodenalsaft mit 0,094 ± 0,016 mM noch niedriger ist als die 

in der Gallenflüssigkeit gefundene und beide unterhalb des Aktivierungsschwellenwerts 

von Bürstenzellen in Mäusen unter Laborbedingungen liegen (Keshavarz et al., 2022). 

Die Propionatkonzentration aus dem Duodenum könnte bei Wildtieren je nach natürlich 

vorkommenden Nahrungsquellen wie faulendem Obst oder Getreide variieren, jedoch 

fehlen Daten dazu. Eine Schwäche des M. sphincter Oddi, die als zugrunde liegende 

Ursache des Duodenalsaftrückflusses gilt, wird häufig mit bakteriellen Infektionen in 

Verbindung gebracht, insbesondere mit Enterobacteriaceae (Liang et al., 2016; Zhang 

et al., 2020). 

1,2-Propandiol ist eine weitere Quelle für Propionat. Es stammt aus der Fermentation 

von Fukose, die aus Schleimhaut-Glykokonjugaten gespalten wird (Delmas et al., 2019; 

Faber et al., 2017). Dabei führt die bakterielle Verwertung von 1,2-Propandiol zur Bildung 

von Propionat ohne gleichzeitige Bildung von Acetat und Butyrat (Viladomiu et al., 2021) 

– ein Profil, das der Empfindlichkeit von Bürstenzellen in der Gallenblase entspricht 

(Keshavarz et al., 2022). Verschiedene Enteropathogene, einschließlich Salmonella-

Serovare, die Gallenwegsinfektionen verursachen, sind in der Lage alternative 
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Kohlenstoffquellen für die Atmung zu nutzen, was zur Produktion von Propionat führt. 

Allerdings muss berücksichtigt werden, dass die meisten Bakterien, welche 

Gallenwegsinfektionen verursachen, keine Fermentierer sind. Selbst wenn potenzielle 

Propionatproduzenten die Infektion bewirken, fehlen ihnen, wenn sie in der Gallenblase 

sind, die Ausgangssubstrate aus dem Darminhalt. Das führte zu der Betrachtung der 

Möglichkeit, dass adhärent-invasive Escherichia coli über alternative Substrate, wie z.B. 

über Aminosäuren, Propionat produzieren könnten. Hinzu kommt, dass Gallensalze 

diese metabolische Anpassung in adhärent-invasiven Escherichia coli triggern (Delmas 

et al., 2019). Es liegt nahe, dass der Mechanismus, der dazu führt, dass Escherichia coli 

durch Gallensalze vermehrt Propionat bildet und dieses über die Bürstenzellen zu einer 

protektiv vermehrten Mucussekretion führt, um eine Infiltration neutrophiler 

Granulozyten ergänzt wird (O’Leary et al., 2022). Dies geschieht möglicherweise parallel 

oder im Anschluss. 

Somit könnte Propionat insgesamt ein Gefahrensignal im biliären System darstellen, das 

durch bürstenzellspezifische Abwehrmechanismen gegen das unbeabsichtigte 

Aufsteigen von Darmmikrobiota überwacht wird. Grundsätzlich ist zu berücksichtigen, 

dass adhärent-invasive Escherichia coli und andere Propionatproduzenten nur einen 

kleinen Anteil des Spektrums pathogener Bakterien in der Gallenblase ausmachen und 

dass Kohlenstoffquellen für die Propionatbildung größtenteils aus dem Darminhalt 

stammen. Daher stellt sich die Frage, ob Bürstenzellen spezifisch nur diese Bakterien 

detektieren können. 

Propionat ist auch ein Hauptprodukt von Parasiten. Daher wären eine denkbare Herkunft 

von Propionat an dieser Stelle Helminthen, insbesondere der Große Leberegel (Fasciola 

hepatica). Der Große Leberegel befällt die Gallenwege und produziert massenweise 

Propionat (Barrett et al., 1978; van Grinsven et al., 2009). Das Erkennen von Parasiten 

durch die Bürstenzelle würde auch im Kontext der Wurmabwehr von Bürstenzellen 

anderer Organe stehen. 

Ein ähnlicher Zusammenhang ist bereits im Darm beschrieben. Die Bürstenzelle nimmt 

dort eine zentrale Rolle in der mukosalen Immunabwehr gegen Parasiten ein. Das 

Vorhandensein von Helminthen und Protozoen im Darm löst über die Detektion des 

parasitären Metaboliten Succinat die Sekretion des Zytokins IL-25 durch Bürstenzellen 

aus, das eine Typ-2-Immunantwort, also eine Aktivierung von ILC2s, einleitet (Gerbe, 

2016; Howitt et al., 2016; Lei et al., 2018; Nadjsombati et al., 2018; von Moltke et al., 

2016) 

Eine weitere vor kurzem veröffentlichte Arbeit von Ndjim et al. erweitert sogar die 

Wächterfunktion der Bürstenzelle gegen Parasiten im Darm um eine cholinerge 

Effektorfunktion. Mechanistisch setzen durch Interleukin-13 vermehrte Bürstenzellen 
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Acetylcholin ins Darmlumen frei. Acetylcholin wirkt direkt auf Helminthen, indem es 

deren Reproduktionsfähigkeit über muskarinische Acetylcholinrezeptoren reduziert. 

Damit stellen Bürstenzellen im Darm nicht nur Wächterzellen dar, sondern erfüllen im 

Kontext der Helmintheninfektion eine zusätzliche Effektorfunktion der Typ-2-

Immunabwehr (Ndjim et al., 2024). 

 

4.4 Limitationen 

Die Ergebnisse aus den tierexperimentellen Modellen lassen sich möglicherweise nicht 

direkt auf den Menschen übertragen. Es gibt nur sehr limitierte Studien über das 

Vorkommen von Bürstenzellen im Menschen. In der Gallenblase, in den oberen 

Atemwegen und im Magen wurden sie lediglich ultrastukturell nachgewiesen (Morroni et 

al., 2007). Studien zu bürstenzellspezifischen Funktionen in menschlichen Organen 

liegen nicht vor. Weiterhin ist zu berücksichtigen, dass der parakrine Einfluss der 

Bürstenzellen auf das Gallenblasenepithel in einem lebenden Organismus anders 

ausfallen könnte, da dort komplexe Faktoren wie Blut- und Gallenabfluss und 

Hormonregulationen ebenfalls eine Rolle spielen.  

Ob der Effekt von Acetylcholin direkt oder durch andere, noch nicht identifizierte 

Mediatoren vermittelt wird, ist noch unklar. Fest steht, dass die Bürstenzelle auch in 

anderen Organen, wie in der Trachea oder im Dünndarm, über Acetylcholin mit anderen 

Zellen kommuniziert (Billipp et al., 2024; Perniss et al., 2020). Die Arbeit konzentriert 

sich in erster Linie auf akute Effekte. Langfristige Auswirkungen oder chronische 

Veränderungen einer Propionatexposition oder Exposition gegenüber Helminthen und 

Bakterien könnten ebenfalls von Bedeutung sein, wurden aber nicht berücksichtigt. 

Propionat triggert Bürstenzellen und fördert die Mucinsekretion. Dennoch bleibt zu 

erforschen, ob dies der einzige Stimulus für diesen epithelialen Abwehrmechanismus 

ist. 

 

5. Zusammenfassung 

Das Gallenblasenepithel besteht aus Cholangiozyten, die als dominierende Zellen für 

die Mucinsekretion verantwortlich sind, sowie aus Bürstenzellen. Abgesehen davon, 

dass Bürstenzellen das für die Acetylcholinsynthese verantwortliche Enzym ChAT 

exprimieren, ist ihre Funktion bislang unbekannt. Ziel dieser Arbeit war es, die Funktion 

biliärer Bürstenzellen in der Gallenblase zu identifizieren.  

Hierzu wurden explantierte Gallenblasen von Mäusen entweder pharmakologisch oder 

mithilfe blauen Lichts in einem optogenetischen Modell (ChAT-ChR2-EYFP) stimuliert. 
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Anschließend wurde elektronenmikroskopisch die Volumendichte der Mucingranula in 

den Cholangiozyten stereologisch analysiert. Gallenblasen von Mäusen mit globaler 

Defizienz des muskarinergen Rezeptors Chrm3 sowie mit bürstenzellspezischer 

Deletion des Acetylcholinsyntheseenzyms ChAT dienten zur Abklärung des Signalwegs.  

Muskarin bewirkte eine Exozytose der Mucingranula in Cholangiozyten. Eine 

optogenetische Aktivierung der Bürstenzellen in ChAT-ChR2-EYFP-Mäusen, in denen 

der lichtsensitive Kanal ChR2 in der Gallenblase selektiv in Bürstenzellen exprimiert 

wird, senkte entsprechend die Volumendichte der Mucingranula. Dieser Effekt war mit 

dem muskarinischen Rezeptorblocker Atropin hemmbar. Als Kandidat für einen natürlich 

vorkommenden Stimulus von biliären Bürstenzellen wurde Propionat gewählt, da es im 

Darmtrakt in hohen Konzentrationen als mikrobieller Metabolit vorkommt. Auch 

Propionat löste über Bürstenzellen eine Exozytose von Mucinen aus, und zwar über 

einen cholinergen Mechanismus, da der Effekt bei bürstenzellspezifischer Deletion von 

Chat ausblieb. Dabei vermittelte der muskarinerge Rezeptor Chrm3 den Effekt der 

Bürstenzelle auf die Cholangiozyten, da Propionat in Gallenblasen von Chrm3-

gendefizienten Mäusen keine Exozytose induzierte. 

Die Ergebnisse zeigen, dass Bürstenzellen der Gallenblase den dort als Gefahrensignal 

zu wertenden, von Bakterien oder Parasiten stammenden Metaboliten Propionat 

erkennen und über Acetylcholinfreisetzung eine Mucinfreisetzung aus dem 

Gallenblasenepithel induzieren. Die Mucinfreisetzung dient als unspezifischer 

Abwehrmechanismus gegen verschiedenartige Pathogene. Die Bürstenzelle ist daher 

als Wächter- und Effektorzelle gegenüber einer Besiedlung mit Propionat 

produzierenden Pathogenen anzusehen. 

 

6. Summary 

The gallbladder epithelium consists of cholangiocytes, which are the predominant cells 

responsible for mucin secretion, as well as brush cells. Apart from the fact that brush 

cells express the enzyme choline acetyltransferase (ChAT), which is essential for 

acetylcholine synthesis, their function remains largely unknown. The aim of this study 

was to identify the role of biliary brush cells in the gallbladder. 

To this end, explanted gallbladders from mice were stimulated either pharmacologically 

or via blue light in an optogenetic model (ChAT-ChR2-EYFP). Subsequently, the 

volumetric density of mucin granules in cholangiocytes was analyzed stereologically 

using electron microscopy. Gallbladders from mice with a global deficiency of the 

muscarinic receptor Chrm3, as well as from mice with a brush cell-specific deletion of 
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the acetylcholine-synthesizing enzyme ChAT, were used to elucidate the signaling 

pathway. 

Muscarine induced exocytosis of mucin granules in cholangiocytes. Optogenetic 

activation of brush cells in ChAT-ChR2-EYFP mice, in which the light-sensitive channel 

ChR2 is selectively expressed in brush cells of the gallbladder, led to a corresponding 

reduction in the volumetric density of mucin granules. This effect was inhibited by the 

muscarinic receptor blocker atropine. Propionate, a microbial metabolite present in high 

concentrations in the intestinal tract, was selected as a candidate for a naturally occurring 

stimulus of biliary brush cells. Propionate also triggered mucin exocytosis via brush cells 

through a cholinergic mechanism, as this effect was absent in mice with brush cell-

specific deletion of Chat. The muscarinic receptor Chrm3 mediated the effect of brush 

cells on cholangiocytes, as propionate failed to induce exocytosis in gallbladders from 

Chrm3-deficient mice. 

These results demonstrate that brush cells in the gallbladder detect the bacterial or 

parasitic metabolite propionate—interpreted as a danger signal—and induce mucin 

secretion from the gallbladder epithelium via acetylcholine release. Mucin secretion 

serves as a nonspecific defense mechanism against various pathogens. Thus, the brush 

cell functions as both a sentinel and effector cell in protecting against colonization by 

propionate-producing pathogens. 

 

7. Abkürzungsverzeichnis 

[Ca2+]    Intrazelluläre Calciumkonzentration 

Acetyl-CoA   Acetyl-Coenzym A 

Alox5    5-lipoxygenase 

α-Gustducin    Guanine nucleotide-binding protein G(t) subunit alpha-3 

ANOVA   Analysis Of Variance 

Avil    Advillin 

bzw.    beziehungsweise 

BMP4    Bone Morphogenetic Protein 4 

c    Zenti 

ca.    Circa 

CCK1-R   Cholezystokinin-1-Rezeptor 

CCK2-R   Cholezystokinin-2-Rezeptor 

ChAT    Cholin-Acetyltransferase 

ChR2    Channelrhodopsin-2 

Chrm    Cholinergic Receptor Muscarinic 
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COX    Cyclooxygenase  

DCLK1   Doublecortin like kinase 1 

EC50    Half maximal effective concentration 

et al.    et alii 

EtOH    Ethyl Alcohol 

eYFP    enhanced Yellow Fluorescent Protein 

EX    X. Tag nach Implantation des Embryos 

FFAR     Free fatty acid receptor 

Foxf1    Forkhead box f1 

Gal    Galaktose 

GalNac   N-Acetylgalactosamin 

GDA    Glutardialdehyde 

HCL    Hydrogenchloride 

HES-1    Hairy and Enhancer of Splithomolog-1 

HHEX-Gen   Hex homeobox gene 

HNF6    Hepatocyte Nuclear Factor 6 

HNF1β    Hepatocyte Nuclear Factor 1 beta 

Hz    Hertz 

IL-25    Interleukin 25 

ILC2    Group 2 Innate Lymphoid Cells 

l    Liter 

LED    Light Emitting Diode  

M     Molar 

MEM    Minimum Essential Medium 

min    Minute 

µm    Mikrometer 

µM    mikromolar 

ml    Milliliter 

Muc     Mucin (Maus) 

MUC     Mucin (Mensch) 

MUPCDH   Mucin-like Protocadherin 

Mus    Muscarin 

MSK1     Mitogen- and stress-activated protein kinase-1 

n    nano 

nAChR   Nikotinischer Acetylcholinrezeptor 

NaCl    Natriumchlorid 

NK2R    Neurokininrezeptor-2 
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NO    Stickstoffmonoxid 

PACAP   Pituitary adenylyl activating polypeptide 

PAS    Periodic acid-Schiff 

PDX-1    Pancreatic and Duodenal Homebox 1 

PBS    Phosphate buffered saline 

PFA    Paraformaldehyd 

PGD2     Prostaglandin D2 

PGP9.5    Protein Gene Product 9.5 

pH    potentia Hydrogenii 

PLC    Phospholipase C 

PLCβ2    Phospholipase beta 2 

Pou2f3    POU Class 2 Homebox 3 

p-Wert    probability value, Signifikanzwert 

s    Sekunde 

SD    Standardabweichung 

SEA    sea-urchin sperm protein, enterokinase and agrin 

SEM    Standardfehler (Standard error of the mean) 

SOX17   SRY-Box Transcription Factor 17 

TNF-α     Tumornekrosefaktor-α 

TRPM5 Transient Receptor Potential Cation Channel Subfamily M 

Member 5 

Tris    Tris(hydroxymethyl)aminomethane 

UAc    Uranylacetat 

USA    United States of America 

VIP    Vasoaktives intestinales Polypeptid 

VNO    Vomeronasalorgan 

Vmn2r26   Vomeronasal 2, Receptor 26 

vWD-Domänen  von Willebrand domain 

WT    Wildtyp 

YFP    Yellow fluorescent protein 

z.B.    Zum Beispiel 
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