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Abkürzungsverzeichnis 

Neben den Abkürzungen der Deutschen Rechtschreibung laut Duden wurden folgende Abkürzungen 

verwendet: 

ACO Acyl-CoA Oxidase 

ARE antioxidant response element 
bZIP basischer Leucin-Zipper 

CED chronisch-entzündliche Darmerkrankung 

CFAM Cyclic fatty acid monomers; zyklische Fettsäuremonomere 
COX cytochrome c oxidase 
CPT Carnitin-Palmitoyltransferase 

CRB CREB binding protein 
DGF Deutsche Gesellschaft für Fettwissenschaft e.V. 

DNA desoxyribonucleic acid; Desoxyribonukleinsäure 
FGF Fibroblast Growth Factor 
GLUT Glukosetransporter 

GPX Glutathionperoxidase 

HDL high density lipoprotein 
HMGCoAS2 mitochondriale 3-Hydroxy-3-Methylglutaryl-CoA Synthase 

HNE Hydroxynonenal 

HO Hämoxygenase 

HODE Hydroxy octadecadienoic acid; Hydroxy-octadecadiensäure 
HPODE Hydroperoxy octadecadienoic acid;  Hydroperoxy-octadecadiensäure 
IKK IκB-Kinase-Komplex 
IL Interleukin 

iNOS inducible nitric oxide synthase 
Keap1 Kelch ECH Associating Protein 1 
LDL low density lipoprotein 
mRNA messenger ribonucleic acid 
NEMO NF-κB essential modulator 
NF-κB Nuclear factor 'kappa-light-chain-enhancer' of activated B-cells 
NQO NAD(P)H-Quinon-Oxidoreduktase 

Nrf2 Nuclear factor-erythroid 2-related factor 2 
OCTN Novel organic cation transporter 
PPAR peroxisome proliferator-activated receptor 
PPRE peroxisome proliferator response element 
ROS Reactive oxygen species, reaktive Sauerstoffspezies 
RXR retinoid X receptor; 9-cis-Retinsäurerezeptor 
SCD Stearoyl-CoA Desaturase 

SOD Superoxiddismutase 

T3 Trijodothyronin 

T4 Thyroxin 

TNF Tumor necrosis factor 
TXNR Thioredoxinreduktase 

UGT UDP-Glukuronosyltransferase 

VLDL very low density lipoproteins 
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1. Einleitung  

 
Oxidierte Fette sind chemisch veränderte Fette, wie sie in erhitzten und unsachgemäß gelagerten 

Lebensmitteln zu finden sind. Insbesondere während des Frittierens bilden sich große Mengen an 

Oxidationsprodukten im Frittieröl. Das Frittieren von Lebensmitteln ist eine weltweit verbreitete 

und sehr populäre Art der Zubereitung von Lebensmitteln. Kennzeichnend für frittierte Lebensmittel 

sind ein typisches Frittieraroma, eine goldbraune Färbung und knusprige Oberfläche. Beim Frittieren 

werden Lebensmittel für kurze Zeit in 160 °C bis 190 °C heißes Öl vollständig eingetaucht und somit 

gegart. Während des Frittiervorgangs bildet sich im Öl ein Mix aus verschiedensten Substanzen, die 

teilweise vom Frittiergut absorbiert und somit beim Verzehr aufgenommen werden. So liegt der 

Fettgehalt nach dem Frittieren in Kartoffelchips durchschnittlich zwischen 33-38 % und in Pommes 

frites zwischen 10-15 % (zit. nach Choe und Min, 2007). Die während dieses Prozesses ablaufenden 

Reaktionen bestimmen maßgeblich die physikalischen, chemischen und nutritiven Eigenschaften 

sowohl des Frittierguts als auch des Frittieröls. Die bedeutendsten dabei ablaufenden Prozesse sind 

die Hydrolyse, die Oxidation und die Polymerisation. Sie sind u. a. abhängig von der Art und 

Zusammensetzung des Frittieröls, der Frittiertemperatur und -dauer, dem Frittiergut, dem Gehalt an 

Antioxidantien und der Art der Fritteuse. Durch die Hydrolyse von Triglyceriden steigt der Gehalt an 

freien Fettsäuren, Mono- und Diglyceriden und Glycerin im Öl an (Choe und Min, 2007). Die 

Oxidation der Fettsäuren ist eine radikalische Kettenreaktion, bei welcher primäre und sekundäre 

Lipidperoxidationsprodukte gebildet werden. Bedeutende Oxidationsprodukte der Linolsäure sind 

die Hydroxylderivate 9- und 13-Hydroxy-octadecadiensäure (9-HODE und 13-HODE) und 13-

Hydroperoxy-octadecadiensäure (13-HPODE). Aus der Linolsäure und α-Linolensäure können sich 

bei Temperaturen über 200°C auch zyklische Fettsäuremonomere (CFAM) bilden. Außerdem 

entstehen eine Reihe flüchtiger Substanzen, wie Aldehyde, Ketone, Carbonsäuren und kurzkettige 

Alkane und Alkene.  

Aus Untersuchungen im Menschen und in verschiedenen Tiermodellen, wie Maus, Ratte und 

Schwein, ist bekannt, dass die Aufnahme oxidierter Fette verschiedenste biologische Effekte im 

Organismus hervorrufen kann (Cohn, 2002; Ringseis und Eder, 2011; Staprans et al., 2005). 

Grundsätzlich wird die Aufnahme oxidierter Fette als ungünstig für den Organismus angesehen, da 

sie mit einer Beeinträchtigung der Glukosetoleranz, Beeinflussung der Schilddrüsenfunktion und 

proatherogenen Wirkungen in Verbindung gebracht werden (Chao et al., 2007; Eder und Stangl, 

2000; Skufca et al., 2003; Staprans et al., 2005). Es können jedoch auch günstige Wirkungen im 

Stoffwechsel vermittelt werden. Dazu zählt die Reduktion der Triglycerid- und 

Cholesterinkonzentrationen im Plasma, in very low density lipopoteins (VLDL) und in der Leber (Eder 

und Kirchgessner, 1998; Huang et al., 1998; Sülzle et al., 2004). Erhöhte Plasmalipide sind ein 

bekannter Risikofaktor in der Pathogenese von Herz-Kreislauf-Erkrankungen, wie der 

Arteriosklerose. Weiterhin gibt es Hinweise darauf, dass oxidierte Fette auch antiadipogene und 
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antiatherogene Wirkungen hervorrufen und der Entwicklung einer Alkohol-induzierten Fettleber 

vorbeugen können (Chao et al., 2007; Kämmerer et al., 2011; Ringseis et al., 2007a). 

Eine der wichtigsten metabolischen Wirkungen oxidierter Fette ist jedoch die Induktion von 

oxidativem Stress. Kennzeichnend für oxidativen Stress ist die intrazelluläre Akkumulation von 

reaktiven Sauerstoffspezies (ROS) [freie Radikale (wie Hydrogenperoxide, Superoxide, 

Hydroxylradikale) und reaktive Metabolite], aufgrund einer verstärkten Bildung von ROS durch 

prooxidative Prozesse und/oder einer verminderten Inaktivierung von ROS durch antioxidative 

Prozesse, wodurch Schäden an Biomolekülen verursacht oder Redoxsignalwege gestört werden 

(Bergamini et al., 2004; Halliwell, 2007). Die Ursachen für die Induktion von oxidativem Stress durch 

oxidierte Fette liegen einerseits in der Absorption von Lipidperoxidationsprodukten, wie 

Hydroperoxiden, aus dem oxidierten Fettgemisch, welche im weiteren Verlauf die Autoxidation 

endogener ungesättigter Fettsäuren verursachen können, und andererseits in der Generierung von 

ROS über Cytochrom-P450-Enzyme, welche durch oxidierte Fette induziert werden können (Chao et 

al., 2001). Oxidativer Stress äußert sich in Tieren, welchen oxidierte Fette verabreicht wurden, durch 

erhöhte Konzentrationen an Lipidperoxidationsprodukten, reduzierte Konzentrationen an exogenen 

(z.B. Tocopherole, Ascorbinsäure) und endogenen (z.B. Glutathion) Antioxidantien und einem 

verminderten Verhältnis von reduziertem zu oxidiertem Glutathion im Plasma und in Geweben 

(Brandsch et al., 2004; Liu und Huang, 1996; Liu und Huang, 1995; Srinivasan und Pugalendi, 2000).  

ROS und andere reaktive Metabolite werden im aerob lebenden Organismus, z.B. im Rahmen der 

Atmungskette, permanent gebildet und können in aller Regel durch zelluläre antioxidative 

Abwehrmechanismen effektiv eliminiert werden (Michiels et al., 1994; Turrens, 2003). Erst wenn die 

gebildeten ROS die Kapazität dieser Mechanismen übersteigen, kommt es zur Entstehung von 

oxidativem Stress und Störungen im zellulären Redoxstatus. In diesem Fall können ROS als wichtige 

Signalmoleküle zur Aktivierung redox-sensitiver Transkriptionsfaktoren fungieren, welche die 

Expression von Genen steuern, die in die zelluläre Abwehr, in inflammatorische Prozesse und bei der 

Adaptation auf oxidativen Stress involviert sind (Sun und Oberley, 1996; Surh et al., 2005). Zwei sehr 

bedeutende Transkriptionsfaktoren, welche durch Veränderungen im zellulären Redoxstatus 

aktiviert werden, sind der Nrf2 (Nuclear factor-erythroid 2-related factor 2) und der NF-κB (Nuclear 

factor 'kappa-light-chain-enhancer' of activated B-cells) (Jaiswal, 2004; Michiels et al., 2002). 

Dem Nrf2, welcher zusammen mit Nrf1, Nrf3, Bach1 und Bach2 zur Cap´N´Collar Familie der 

basischen Leucin-Zipper-Transkriptionsfaktoren (bZIP) zählt, kommt eine zentrale Rolle im 

zellulären Abwehrsystem zu, da er sowohl die basale als auch die induzierbare Expression einer 

hohen Anzahl zytoprotektiver Gene kontrolliert (Itoh et al., 1997; Lee et al., 2004). Unter 

physiologischen bzw. nicht-stimulierten Bedingungen liegt der Nrf2 im Zytosol der Zelle gebunden 

an das Aktin-verankerte Inhibitorprotein Kelch ECH Associating Protein 1 (Keap1) vor, welches die 

konstitutive Ubiquitinierung und proteasomale Degradierung des Nrf2 reguliert (Itoh et al., 1999; 

McMahon et al., 2003). Als Reaktion auf elektrophilen oder oxidativen Stress kommt es zur 
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Modifizierung von Cysteinresten an Keap1 - den „Redoxsensoren“ - und somit zur 

Konformationsänderung, woraufhin Nrf2 freigesetzt und seine nukleäre Translokation erhöht wird 

(Itoh et al., 1999). Im Nukleus heterodimerisiert Nrf2 mit anderen bZIP-Proteinen, wie den small 

MAFs, um an bestimmte regulatorische Regionen der DNA, den sogenannten antioxidant response 

elements (ARE) zu binden (Rushmoore et al., 1991). Der Nrf2/MAF-Komplex rekrutiert zusammen mit 

den Cofaktoren CREB binding protein (CRB) und p300 die Histonacetyltransferasen und RNA-

Polymerasen (Vo und Goodman, 2001; Zhu und Fahl, 2001). Dadurch wird die Transkription von 

Nrf2-Zielgenen verstärkt, zu welchen u. a. Enzyme der Phase II des Fremdstoffmetabolismus, 

antioxidative Enzyme, wie Enzyme des Glutathionmetabolismus, verschiedene Transportproteine 

und proteasomale Proteine zählen (Lee et al., 2005). Aufgrund seiner großen Bedeutung in der 

zellulären Abwehr wird der Nrf2 nahezu ubiquitär im Organismus exprimiert. Hohe 

Expressionsraten finden sich in der Leber als zentralem Organ des Fremdstoffmetabolismus, aber 

auch im Gastrointestinaltrakt als Eintrittspforte für Fremdstoffe (Moi et al., 1994; Petrick und 

Klaassen, 2007).  

Der nahezu ubiquitär exprimierte Transkriptionsfaktor NF-κB spielt eine bedeutende Rolle in der 

induzierbaren Expression einer großen Anzahl von stressresponsiven Genen im Rahmen 

verschiedener zellulärer Prozesse, wie der Immun- und Stressantwort und der Inflammation. Beim 

Säuger umfasst der NF-κB fünf verschiedene Proteine, welche homo- bzw. heterodimerisieren können 

und sich somit in ihrer DNA-Bindungsspezifität und ihrem transkriptionellen Aktivierungspotential 

unterscheiden. Dazu zählen NF-κB1 (= p50) und NF-κB2 (= p52) mit ihren Präkursorproteinen p105 

bzw. p100, sowie RelA (p65), c-Rel und RelB. Die dominante und klassische Konstellation stellt dabei 

das Heterodimer aus p50 und p65 dar. In den meisten Zelltypen und unter nicht-stimulierten 

Bedingungen liegt der NF-κB im Zytosol der Zelle gebunden an spezifische Inhibitorproteine (IκBα, 

IκBβ, IκBε, IκBγ), welche zur IκB-Familie zählen, vor. Induziert wird die Aktivierung des NF-κB über 

den IκB-Kinase-Komplex (IKK), welcher aus zwei katalytischen Untereinheiten (IKKα und IKKβ) 

und dem regulatorischen Protein NF-κB essential modulator (NEMO) besteht. Nach Aktivierung durch 

verschiedenste Stimuli, wie proinflammatorische Zytokine, virale und bakterielle Bestandteile, 

physikalischen oder oxidativen Stress, werden die IκB-Proteine durch den IKK-Komplex an 

spezifischen Serinresten phosphoryliert und somit der Ubiquitinierung und anschließenden 

proteasomalen Degradierung zugeführt. Der so freigesetzte NF-κB kann daraufhin in den Zellkern 

translozieren und durch Bindung an κB-responsive Elemente der DNA die Transkription seiner 

Targetgene aktivieren (Barnes et al., 1997; Hayden und Ghosh, 2004; Luedde et al., 2007; Li und Stark, 

2002).  

Aus verschiedenen Untersuchungen ist bekannt, dass oxidierte Fette die Transkriptionsfaktoren 

peroxisome proliferator-activated receptor (PPAR)α und PPARγ aktivieren und so einen Teil ihrer 

metabolischen Wirkungen vermitteln können (Chao et al. 2001; Nagy et al., 1998; Schild et al., 2002; 
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Sülzle et al. 2004). Die potentiellen Liganden bzw. Aktivatoren dieser Transkriptionsfaktoren sind 

wahrscheinlich Hydroxy- und Hydroperoxyfettsäuren (9-HODE, 13-HODE, 13-HPODE) und CFAM 

(Delerive et al., 2000; König und Eder, 2006; Martin et al., 2000). Die PPARs, zu denen auch die 

Isoform PPAR β/δ zählt, gehört zur Superfamilie der nukleären Hormonrezeptoren. Nach 

Ligandenbindung und Heterodimerisierung mit dem 9-cis-Retinsäurerezeptor (RXR) binden sie im 

Zusammenspiel mit Corepressoren und Coaktivatoren an spezifische DNA-Sequenzen, den peroxisome 

proliferator response elements (PPREs) in der Promotorregion ihrer Zielgene. Die PPARs übernehmen im 

Stoffwechsel zahlreiche wichtige Funktionen. So sind sie in die Regulation des Lipid- und 

Lipoproteinstoffwechsels, der Glukosehomöostase, inflammatorischer Prozesse und der 

Zellproliferation und -differenzierung involviert (Delerive et al., 2001; Gulick et al., 1994; Rosen et al., 

1999). 

Der PPARα als zentraler Regulator des Energie- und Lipidstoffwechsels kontrolliert die Expression 

von Genen, welche in die zelluläre Fettsäureaufnahme und den intrazellulären Fettsäuretransport, die 

mitochondriale und peroxisomale Fettsäureoxidation und die Bildung von Ketonkörpern, den 

Aminosäurestoffwechsel, die Glukoneogenese und die Lipogenese involviert sind (Mandard et al., 

2004). Hohe Expressionsraten sind vorwiegend in der Leber, aber auch im Herz- und Skelettmuskel, 

in der Niere, im braunen Fettgewebe und in der Darmmukosa zu finden (Braissant et al., 1996).  

PPARα und PPARγ fungieren als bedeutende Modulatoren bei inflammatorischen Reaktionen. Ihre 

anti-inflammatorischen Wirkungen vermitteln sie über die Transrepression anderer 

Transkriptionsfaktoren, wie dem NF-κB (Okayasu et al., 2008; Wang et al., 2002). Der PPARγ ist 

außerdem in die Regulation der Adipogenese, Insulinsensitivität und Glukosehomöostase involviert 

(Leonardini et al., 2009; Picard und Auxwerd, 2002; Tontonoz et al., 1994). Vom PPARγ existieren 

zwei verschiedene Proteinisoformen, wobei hohe Expressionsraten an PPARγ2 im weißen und 

braunen Fettgewebe zu finden sind, während PPARγ1 in den meisten Geweben in geringen Raten 

exprimiert wird (Rosen und Spiegelman, 2001). 

Kürzlich wurde der Fibroblast Growth Factor (FGF)21 als neuartiger hormonähnlicher Regulator im 

Stoffwechsel identifiziert. FGF21 zählt zusammen mit FGF15/19 und FGF23 zur Unterfamilie 19 der 

FGF-Superfamilie. Ihnen drei gemeinsam ist das Fehlen der heparin-bindenden Domäne, wodurch ein 

schneller Übertritt vom Syntheseort in die Zirkulation gewährleistet ist (Kharitonenkov, 2009). 

FGF21 vermittelt seine Effekte als endokriner Faktor über spezielle FGF-Rezeptoren an der 

Oberfläche von Zellen vermutlich im Komplex mit dem Corezeptor β-Klotho (Kharitonenkov et al., 

2008; Ogawa et al., 2007). Hohe Expressionsraten an FGF21 sind in der Leber, im Fettgewebe und im 

Pankreas zu finden, wo z. T. auch auto- bzw. parakrine Funktionen des FGF21 beschrieben sind 

(Muise et al., 2008; Nishimura et al., 2000; Wente et al., 2006). Die Regulation seiner Expression 

erfolgt über die nukleären Rezeptoren PPARα und PPARγ, aber auch über den AKT1-Signalweg 

(Badman et al., 2007; Izumiya et al., 2008; Moyers et al., 2007). Seine physiologische Bedeutung liegt 

in der Kontrolle der Lipid- und Glukosehomöostase, indem er die Glukoneogenese, die Ketogenese, 
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die Fettsäureoxidation und den Torpor - ein Starrezustand in kleinen Warmblütlern zur 

Energieeinsparung - induziert und das somatische Wachstum inhibiert. Die hepatische Induktion des 

FGF21 unterliegt der direkten Kontrolle des PPARα (Lundåsen et al., 2007). So konnte gezeigt 

werden, dass durch Fasten und synthetische PPARα-selektive Agonisten die hepatische FGF21-

Expression induziert wird und zu einer Erhöhung der Plasmaspiegel an FGF21 führt, während in 

PPARα knock out-Mäusen keine fasteninduzierte FGF21-Expression in der Leber ermittelt werden 

konnte (Badman et al., 2007; Inagaki et al., 2007; Lundåsen et al., 2007).  
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2. Zielstellung 
 
Ziel der vorliegenden Arbeit war die Aufklärung molekularer Mechanismen, über die oxidierte Fette 

ihre Wirkungen im Organismus vermitteln.  

Aus zahlreichen vorangegangen Untersuchungen an der Maus, der Ratte und dem Schwein ist 

bekannt, dass die Aufnahme oxidierter Fette vielfältigste biologische Wirkungen im Organismus 

hervorrufen kann (Chao et al., 2007; Skufca et al., 2003; Staprans et al., 2005; Sülzle et al., 2004). Eine 

der Bedeutendsten ist die Induktion von oxidativem Stress (Eder et al., 2003a; Eder et al., 2003b; 

Keller et al., 2004; Liu und Huang, 1996; Liu und Huang 1995), welcher zur Aktivierung der 

antioxidativen Abwehr, detoxifizierender Mechanismen und auch proinflammatorischer Prozesse 

führen kann.  

So führte im Dünndarm der Ratte die Verabreichung eines oxidierten Fettes zu einer Erhöhung der 

Expression antioxidativer Enzyme und proinflammatorischer Zytokine, welches als adaptative 

Reaktion auf den durch die aufgenommenen Lipidperoxidationsprodukte verursachten oxidativen 

Stress zurückgeführt wurde (Oliviero et al., 2010). Auch in der Leber der Ratte konnte durch die 

Aufnahme eines oxidierten Fettes ein starker Anstieg der Phase I- und Phase II-Enzyme des 

Fremdstoffmetabolismus beobachtet werden (Chen et al., 2005). Im Schwein resultierte die 

Aufnahme eines oxidierten Fettes in einer Aktivierung der zellulären Stressantwort, wie an einer 

gesteigerten hepatischen Genexpression und Aktivität zytoprotektiver Enzyme zu erkennen war 

(Luci et al., 2007). 

Die molekularen Mechanismen, die diesen Beobachtungen zugrunde liegen, sind bis heute jedoch 

nicht vollständig geklärt. Da sowohl der Nrf2 als auch der NF-κB durch oxidativen Stress aktiviert 

werden können und in die Regulation der zellulären Stressantwort involviert sind, sollte im ersten 

Teil dieser Arbeit die Hypothese untersucht werden, dass die Aufnahme oxidierter Fette zu einer 

Aktivierung dieser redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren im Organismus führt (Studie 1 und 2).  

In den beiden dieser Arbeit zugrundeliegenden Versuchen in den Modelltieren Maus und Schwein, 

wurden Sonnenblumenöl (Studie 1) und Rapsöl (Studie 2 und 3) als Versuchsfette verwendet. Diese 

Öle kommen in der Humanernährung vielfältig zum Einsatz. Aufgrund ihrer positiven Eigenschaften, 

wie einer relativ hohen Oxidationsstabilität und Geschmacksneutralität und einem geringen Gehalt 

an gesättigten Fettsäuren, werden sie häufig zum Erhitzen von Lebensmitteln, insbesondere dem 

Frittieren, verwendet. Die Erhitzungsdauer (48 h bzw. 72 h) und -temperatur (190 °C bzw. 175 °C) 

der Behandlungsfette orientierte sich an den Bedingungen zum Frittieren von Lebensmitteln in der 

Humanernährung. Somit zeigen die in diesen Untersuchungen eingesetzten Versuchsfette eine hohe 

Praxisrelevanz. 
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Studie 1: 

Um der aufgestellten Hypothese nachzugehen, wurde der erste Versuch in der Maus durchgeführt, da 

sich diese als grundlagenorientiertes Modelltier zur Erforschung von molekularen Mechanismen 

eignet. Zudem erwies sie sich bereits in früheren Fragestellungen zur Untersuchung antioxidativer 

und inflammatorischer Signalwege im Darm als geeignetes in vivo-Labormodell (Khor et al., 2006). Des 

Weiteren gestaltet sich die kontrollierte Verabreichung von Versuchsfetten über spezielle 

Schlundsonden in der Maus als problemlos.   

Um eine potentielle Aktivierung des NF-κB- und des Nrf2-Signalweges durch oxidiertes Fett 

(Sonnenblumenöl) in der Dünndarmmukosa der Maus zu detektieren, wurden die nukleären 

Konzentrationen an NF-κB/p50 und Nrf2 sowie die Genexpression oxidativer Stress-responsiver 

Zielgene gemessen. Zusätzlich sollte der Einfluss des oxidierten Fettes auf die Aktivierung der 

Transkriptionsfaktoren PPARα und PPARγ und der PPAR-responsiven Genexpression sowie eine 

mögliche Interferenz mit dem redox-sensitiven NF-κB-Signalweg ermittelt werden.  

Eine detaillierte Beschreibung von Material und Methodik, sowie Ergebnisse und Diskussion sind der 

nachfolgend angeführten Publikation zu entnehmen (Studie 1). 

 

Varady J, Eder K, Ringseis R. Dietary oxidized fat activates the oxidative stress-responsive 

transcription factors NF-κB and Nrf2 in intestinal mucosa of mice. Eur J Nutr. 2011;50(8):601-9. 

Reproduced with permission of Springer. 

 

Studie 2: 

Um zu überprüfen, ob die in der Maus erzielten Ergebnisse der Studie 1 sich auch in einer Spezies 

nachweisen lassen, welche dem Menschen näher verwandt ist und daher Rückschlüsse auf diesen 

zulässt, wurde eine weitere Untersuchung im Schwein durchgeführt.  

Das Schwein zeichnet sich durch zahlreiche genetische, anatomische und stoffwechselphysiologische 

Ähnlichkeiten und Gemeinsamkeiten zum Menschen, insbesondere der Physiologie des Magen-Darm-

Traktes, des Energie- und Lipidstoffwechsels und des hepatischen Fremdstoffmetabolismus aus 

(Swindle et al., 2012; Bendixen et al., 2010; Bode et al., 2010; Barth et al., 1990). Bezüglich der 

Expression an PPARα zählt das Schwein, ebenso wie Mensch und Affe, zu den nicht-proliferierenden 

Spezies und steht somit im Gegensatz zu den Nagern, welche der proliferierenden Spezies angehören. 

In Nagern führt die Aktivierung des hepatischen PPARα zur Induktion der Peroxisomenproliferation, 

welche mit einer gesteigerten Expression von peroxisomalen Enzymen, wie der Acyl-CoA Oxidase 

(ACO), einhergeht (Roberts et al., 2000). Begründet ist dies in den generell höheren Expressionsraten 

des hepatischen PPARα im Vergleich zur nicht-proliferierenden Spezies und damit verbunden 
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stärkeren Reaktion auf eine Aktivierung des PPARα (Cheon et al., 2005; Tugwood et al., 1998). Des 

Weiteren erwies sich das Schwein zur Untersuchung von Fragestellungen im Zusammenhang mit 

oxidierten Fetten in der Vergangenheit als sehr gut geeignet (Luci et al., 2007). Somit ist eine hohe 

Übertragbarkeit der gewonnenen Ergebnisse vom Schwein auf den Menschen gewährleistet. 

Im zweiten Versuch wurde außerdem ein oxidiertes Behandlungsfett (Rapsöl) verabreicht, in 

welchem die Konzentration an polaren Anteilen unter 25 % lag.  Dieser Wert wird von der Deutschen 

Gesellschaft für Fettwissenschaft e. V. (DGF) als Grenzwert für die Genusstauglichkeit von 

Frittierfetten empfohlen (DGF, 2000). Auch aus diesem Grund stellt das verwendete Diätfett des 

zweiten Versuches ein in der Humanernährung praxisrelevantes Frittierfett dar. 

Um eine potentielle Aktivierung des Nrf2-Signalweges in der Leber zu detektieren, wurden die 

nukleären Konzentrationen an Nrf2 sowie die Expressionen Nrf2-abhängiger Gene, welche in die 

Phase II des Fremdstoffmetabolismus involviert sind oder antioxidative Funktionen ausüben, in der 

Leber gemessen. Phänotypische Auswirkungen einer potentiellen Nrf2-Aktivierung sollten über 

Enzymaktivitätsmessungen der SOD und T4-UDP-Glukuronosyltransferase (T4-UGT) sowie 

Bestimmung der Gesamt-T4-Konzentration im Plasma ermittelt werden. Um zu überprüfen, ob das 

oxidierte Fett den NF-κB als weiteren redox-sensitiven Transkriptionsfaktor aktiviert, sollte 

zusätzlich dessen nukleäre Proteinkonzentration bestimmt werden. 

Eine detaillierte Beschreibung von Material und Methodik, sowie Ergebnisse und Diskussion sind der 

nachfolgend angeführten Publikation zu entnehmen (Studie 2). 

 

Varady J, Gessner DK, Most E, Eder K, Ringseis R. Dietary moderately oxidized oil activates the 

Nrf2 signaling pathway in the liver of pigs. Lipids Health Dis. 2012;11:31. 

 

Studie 3:   

Im zweiten Teil der Arbeit sollte die Hypothese untersucht werden, dass die Aufnahme eines 

oxidierten Fettes über eine Aktivierung des PPARα zur Induktion des FGF21 führt.  

Es ist bekannt, dass eine durch Fasten, ketogene Diäten oder synthetische PPARα-Agonisten 

verursachte Aktivierung des PPARα den FGF21 in der Leber induziert (Badman et al., 2007; Lundåsen 

et al., 2007). Ob auch oxidierte Fette als potente nutritive Aktivatoren des PPARα den FGF21 zu 

induzieren vermögen, ist bisher nicht bekannt. Die Ergebnisse dieser dritten Untersuchung sollten 

daher einen Beitrag zur Aufklärung des Mechanismus leisten, wonach einige Effekte einer PPARα-

Aktivierung wie sie durch die Aufnahme oxidierter Fette beobachtet werden können, möglicherweise 

über den FGF21 vermittelt werden. 

Zur Untersuchung der aufgestellten Hypothese wurden die hepatische Genexpression des FGF21 

sowie seine Proteinkonzentrationen in Leber und Plasma vom Schwein bestimmt. Um zu überprüfen, 
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ob durch die Aufnahme des oxidierten Fettes auch eine Aktivierung des PPARα erfolgte, wurden die 

hepatischen Genexpressionen klassischer PPARα-Zielgene gemessen.  

Eine detaillierte Beschreibung von Material und Methodik, sowie Ergebnisse und Diskussion sind der 

nachfolgend angeführten Publikation zu entnehmen (Studie 3). 

 

Varady J, Ringseis R, Eder K. Dietary moderately oxidized oil induces expression of fibroblast 

growth factor 21 in the liver of pigs. Lipids Health Dis. 2012;11:34. 
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Abstract 

Purpose Oxidized fats are known to induce oxidative stress resulting in the upregulation of 

antioxidant enzymes as an adaptive response, with the underlying mechanism being unclear. It is 

known that the response to oxidative stress is mediated by redox-sensitive transcription factors such 

as NF-κB and Nrf2. The aim of the study therefore was to test the hypothesis that ingestion of an 

oxidized fat causes the activation of these transcription factors in the small intestinal mucosa. 

Methods Female mice were randomly assigned to 2 groups of 12 mice each and administered orally 

by gavage either oxidized or fresh fat once per day. Results After 6 days of treatment, mice were 

killed, intestinal mucosa was isolated, and nuclear concentration of NF-κB and Nrf2 and expression 

of NF-κB- and Nrf2-regulated oxidative stress-responsive genes were determined. Oxidized fat 

markedly increased nuclear concentration of NF-κB and Nrf2 and transcript levels of oxidative stress 

responsive genes, like aldo-keto reductase 1B8, vanin-1, glutathione peroxidase 1, and superoxide 

dismutase-1. In addition, oxidized fat increased the concentrations of PPAR-regulated genes. 

Conclusions The activation of oxidative stress-sensitive pathways likely reflects an adaptive 

response of the intestinal mucosa to prevent oxidative damage to the intestinal mucosa. 
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Introduction 

 

Oxidized lipids as components of heated or fried foods play an important role in human nutrition in 

industrialized countries. Animal experiments revealed that ingestion of heated fats containing lipid 

peroxidation products provokes a wide array of biological effects. One of the most frequently 

reported effects of oxidized fat is induction of oxidative stress and redox imbalances [1-8]. This has 

been evidenced by elevated concentrations of lipid peroxidation products, reduced concentrations 

of exogenous (e.g. tocopherols, ascorbic acid) and endogenous antioxidants (e.g. glutathione), and 

a decreased glutathione/glutathione disulfide ratio in tissues of animals fed oxidized fat [1-8]. 

Because the intestinal mucosa is directly exposed to oxidized fats during intestinal passage after 

ingestion of such fats, it is not surprising that oxidative stress and redox imbalances are especially 

induced by oxidized fat in the intestinal mucosa [7, 8]. 

It is generally accepted that reactive oxygen metabolites generated during oxidative stress 

are important mediators in the expression of genes involved in antioxidant defense and 

inflammatory processes [9, 10]. This is explained by the activation of redox-sensitive transcription 

factors, such as nuclear factor-κB (NF-κB), acting as regulators of genes involved in inflammation 

and the adaptation to oxidative stress [11]. Intestinal NF-κB has long been considered to be 

specifically associated with gut-associated lymphoid tissue. However, it has now been established 

that NF-κB is also present in intestinal epithelial cells, which are the main cellular component of 

the intestinal mucosa. Epithelial NF-κB is critical for maintaining the function and integrity of the 

gut epithelial barrier by up-regulating genes involved in antimicrobial defense and attenuation of 

oxidative stress [12]. Transcription factor nuclear factor-erythroid 2-related factor 2 (Nrf2) is 

another important redox-sensitive transcription factor that protects tissues including the intestine 

by inducing antioxidant and detoxifying genes in response to oxidative or xenobiotic stress [13].  

A recent study clearly demonstrated that administration of a thermally oxidized oil strongly 

induces the expression of antioxidant enzymes such as glutathione peroxidase 1 (GPX-1) and Co/Zn-

superoxide dismutase (SOD1) in the small intestine of rats being indicative of an adaptive response 

of the intestine to the oxidative stress induced by the ingested lipid peroxidation products [14]. The 

molecular mechanisms underlying this adaptive response, however, have not been studied yet. In 

light of the role of NF-κB and Nrf2 in mediating the adaptive response to oxidative stress, we 

hypothesize that ingestion of an oxidized fats causes activation of these transcription factors in the 

small intestinal mucosa. To test this hypothesis, we performed a feeding experiment with mice that 

were treated orally with an oxidized fat prepared under deep-frying conditions. As parameters we 

considered the nuclear concentrations of the NF-κB subunit p50 and Nrf2 and the transcript levels of 

genes which are involved in oxidative stress response and known to be regulated by either NF-κB or 

Nrf2 or both of them, such as GPX-1, SOD1, heme-oxygenase 1 (HO-1), aldo-keto reductase 1B8 

(AKR1B8), and vanin-1 [15-18]. Because the peroxidation products of oxidized fats, such as hydroxy 

and hydroperoxy fatty acids, were shown to be ligands and activators of peroxisome proliferator-

activated receptor (PPAR) α and γ [19, 20], which are a known to interfere with oxidative stress 

signalling pathways including NF-κB, we also studied the effect of oxidized fat on the activation of 

PPARα and γ. 

 

 

Materials and methods 

 

Animals and diets 

Female mice (129S4/SvImJ) supplied by Charles River with an initial body weight of 21.8 ± 1.9 g 

(mean ± SD) were randomly assigned to 2 groups of 12 mice each. They were kept individually in 

Macrolon cages in a room controlled for temperature (22 ± 2°C), relative humidity (50–60%), and 

light (12-h-light/-dark cycle). All experimental procedures described followed established guidelines 

for the care and handling of laboratory animals [21] and were approved by the council of Saxony-

Anhalt. All mice were orally administered 0.25 mL fresh or oxidized sunflower oil by gavage once 



 
 

 
 

per day on 6 consecutive days 2 h after the beginning of the light cycle. All mice were fed a 

commercial standard basal diet (Altromin 1324, Altromin, Lage, Germany). According to the 

declaration of the manufacturer, this diet contained (per kilogram) 11.9 MJ metabolizable energy, 

190 g crude protein, 60 g crude fiber, 40 g crude fat, and 70 g crude ash. To standardize food 

intake, the diets were fed daily in restricted amounts of 2.5 g/d, equivalent to an intake of 29.8 kJ 

metabolizable energy per day. Water was available ad libitum from nipple drinkers during the 

entire experiment. 

 

Preparation and chemical analysis of the oxidized oil 

The thermo-oxidized oil was prepared by heating sunflower oil (obtained from a local supermarket) 

in a domestic fryer from Bartscher GmbH (GF-8SE, Salzkotten, Germany) at 190°C for 48 h. The 

extent of lipid peroxidation was determined by assaying the peroxide value [22], concentration of 

thiobarbituric acid substances (TBARS) [23], concentration of conjugated dienes [24], acid value 

[22] and the percentage of total polar compounds [25]. The fatty acid composition of the dietary 

fats was determined by gas chromatography (GC). For that purpose, fats were methylated with 

trimethylsulfonium hydroxide to fatty acid methyl esters (FAME) [26]. FAME were separated by GC 

using a Chrompack 9000 system (Fa. Agilent Technologies, Waldbronn, Germany) fitted with an 

automatic on-column injector, a polar capillary column (60 m FFAP, 0.25 mm internal diameter, 

0.25 µm particle size, Macherey and Nagel, Düren, Germany), and a flame ionization detector [27]. 

 

Sample collection 

At day 6, mice received the last dose of fresh or oxidized oil and 0.5 g of the diet 2 h after the 

beginning of the light cycle and were killed 4 h later by decapitation under light anesthesia with 

CO2. Blood was collected into heparinized polyethylene tubes. Plasma was obtained by 

centrifugation of the blood (1,100 g, 10 min, 4°C) and stored at -20°C. The small intestine was 

rapidly excised, flushed with ice-cold 0.9% NaCl (w/v), and opened length-wide. The mucosa was 

scraped off, and snap-frozen for RNA isolation. All tissue samples were stored at -80°C pending 

further analysis. 

 

RNA isolation and real-time detection RT-PCR analysis 

Total RNA was isolated from mucosa samples using TrizolTM reagent (Invitrogen, Karlsruhe, Germany) 

according to the manufacturer’s protocol. Total RNA concentration and purity were estimated from 

the optical density at 260 and 280 nm, respectively. Synthesis of cDNA and determination of mRNA 

abundance by real-time detection PCR was performed as recently described in detail [28]. The 

mRNA abundance of genes was measured by real-time detection PCR using SYBR Green I and the 

Rotor Gene 2000 system (Corbett Research). Real-time detection PCR was performed with 1.25 units 

Taq DNA polymerase, 500 mmol desoxyribonucleotide triphosphates, and 26.7 pmol of the gene-

specific primers (Operon, Köln, Germany). For determination of mRNA concentration, a threshold 

cycle was obtained from each amplification curve using the software RotorGene 5.0 (Corbett 

Research). Calculation of the relative mRNA concentration was made using the 2-ΔΔCt-method with 

GAPDH as reference gene as previously described [29]. The relative mRNA concentration of the 

genes investigated is expressed as fold change in the oxidized fat group compared to the fresh fat 

group. Characteristics of gene-specific primers were as follows (forward 5’-3’, reverse 5’-3’; NCBI 

GenBank): Adipophilin (CCCTGTCTACCAAGCTCT GC, CGATGCTTCTCTTCCACTCC; NM_007408.3), 

AKR1B8 (CAAACCAAGTCAAAGAACTG, CTTG CTGACAATGAAGAGGTC; NM_008012.1), GAPDH 

(TGTTCCTACCCCCAATGTGT, GTCATTGAGA GCAATGCCAG; NT_109320.4), GPX-1 

(CTCTTTACCTTCCTGCGGAA, GGACAGCAGGGTTTCTAT GT; NM_008160.5), HO-1 

(GATTTGTCTGAGGCCTTGAAG, CTTAAAGCCTTCTCTGGACAC; NM_0 10442.1), PPARα 

(AGGCAGATGACCTGGAAAGTC, ATGCGTGAACTCCGTAGTGG; NM_01114 4.3), PPARγ 

(CCAGTTTCGATCCGTAGAAG, CCATAAAGTCACCAAAGGGC; NM_011146.2), SOD1 (GATG 

ACTTGGGCAAAGGTGG, CTGCGCAATCCCAATCACTC; NM_011434.1), Vanin-1 (GAAGT 

GGTATCTATGCACCC, CTGTAGGTAGTACTGCCCTT; NM_011704.1). 

 



 
 

 
 

Immunoblot analysis 

Nuclear extracts were prepared from scraped mouse mucosa with a Nuclear Extract Kit (Active 

Motif, Rixensart, Belgium) according to the manufacturer’s protocol. Protein concentrations in the 

nuclear extracts were determined by the bicinchoninic acid protein assay kit (Interchim, Montluçon, 

France) with BSA as standard. Four nuclear extract pools of each group were prepared with three 

animals contributing equally to each pool. From each nuclear extract pool, 30 µg protein were 

separated on 10% SDS-PAGE for PPARγ and NF-κB/p50 and 12.5% SDS-PAGE for Nrf2 and 

electrotransferred to a nitrocellulose membrane (Pall Corporation, Pensacola, FL, USA). Loading of 

equal amounts of protein in each line was verified by Ponceau S staining. After incubation the 

membranes overnight at 4°C in blocking solution, membranes were incubated with primary 

antibodies against Nrf2 (polyclonal anti-Nrf2 antibody; Abcam, Cambridge, UK) and NF-κB/p50 

(polyclonal anti-NF-κB/p50 antibody; Santa Cruz, Heidelberg, Germany) and β-actin (monoclonal 

anti-β-actin antibody, Abcam, Cambridge, UK) as a housekeeping protein to control for adequate 

normalization at room temperature. The membranes were washed, and then incubated with a 

horseradish peroxidase conjugated secondary anti-rabbit-IgG antibody (Sigma-Aldrich, Steinheim, 

Germany) at room temperature. Afterwards, blots were developed using ECL Plus (GE Healthcare, 

München, Germany). The signal intensities of specific bands were detected with a Bio-Imaging 

system (Syngene, Cambridge, UK) and quantified using Syngene GeneTools software (nonlinear 

dynamics). 

 

Statistical analysis 

Treatment effects were analyzed with one-way ANOVA using the Minitab Statistical software Rel. 

13.0 (Minitab). For significant F-values, means were compared by Fisher’s multiple range test. 

Values in the text are means ± SD. Means were considered significantly different at p < 0.05. 

 

 

Results 

 

Characterization of the experimental fats 

Palmitic (16:0), stearic (18:0), oleic (18:1), and linoleic acid [18:2 (n-6)] were the major fatty acids 

in both fats (Table 1). Due to oxidation-dependent loss of PUFA during heat treatment of the fat, 

the oxidized fat had a lower proportion of linoleic acid and slightly higher proportions of saturated 

fatty acids and oleic acid than the fresh fat (Table 1). The oxidized fat had much higher 

concentrations of peroxides (2.9-fold), conjugated dienes (19-fold), TBARS (422-fold), polar 

compounds (10.8-fold), and a higher acid value (2.7-fold) than the fresh fat (Table 1). 

 

Table 1 Characteristics of the experimental oils 

 Fresh oil Oxidized oil 

Major fatty acids, g/100 g total fatty acids   

    14:0 0.62 0.78 

    16:0 5.95 7.03 

    18:0 3.83 4.51 

    18:1 23.5 26.2 

    18:2 (n-6) 64.0 59.0 

    18:3 (n-3) 0.13 0.09 

    22:0 0.91 1.02 

Peroxidation products   

    Peroxide value, mEq O2/kg 2.47 7.16 

    Conjugated dienes, mmol/kg 6.91 131 

    TBARS, mmol/kg < 0.1 422 

    Total polar compounds, % 2.87 31.0 

    Acid value, g KOH/kg 0.20 0.53 



 
 

 
 

 

 

Initial and final body weights 

Initial (fresh fat, 21.8 ± 1.98 g; oxidized fat, 21.7 ± 1.94 g; n = 12; p < 0.05) and final (fresh fat, 

21.1 ± 1.68 g; oxidized fat, 21.4 ± 1.63 g; n = 12; P < 0.05) body weights did not differ between both 

groups of mice.  

 

Nuclear concentrations of NF-κB/p50 and Nrf2 in small intestinal mucosa 

Under basal conditions, NF-κB/p50 and Nrf2 are sequestered in the cytoplasm by cytosolic inhibitory 

proteins in an inactive state, whereas activation causes dissociation from inhibitory proteins and 

translocation into the nucleus and binding of the active protein to specific sequences in the 

regulatory region of target genes. We therefore determined concentrations of NF-κB/p50 and Nrf2 

in the nuclear fraction to evaluate activation of NF-κB/p50 and Nrf2 by the oxidized fat. Mice 

treated with the oxidized fat had 2.2- and 4.0-fold higher nuclear concentrations of NF-κB/p50 and 

Nrf2, respectively, in the small intestinal mucosa than mice treated with the fresh fat (p < 0.05, 

Fig. 1). 

 

   
Fig. 1 Nuclear concentrations of NF-κB/p50 

and Nrf2 in small intestinal mucosa of mice 

administered either fresh fat or oxidized 

fat. 

a Representative immunoblots specific to 

Nrf2 and NF-κB/p50 are shown for one of 4 

pools per group. Immunoblots for the other 

pools revealed similar results.  

b Bars represent data from densitometric 

analysis and represent means ± SD (n = 4 

pools/group). Bars are expressed as the 

percentage of the protein concentration of 

the fresh 

fat group.  

* Different from mice administered fresh 

fat, p < 0.05 

 

 

 

 

 

 

 

 

Relative mRNA concentrations of NF-κB- and Nrf2-regulated genes involved in oxidative stress 

responsive in small intestinal mucosa 

To further evaluate activation of NF-κB and Nrf2 by the oxidized fat, we determined relative mRNA 

concentrations of known target genes such as GPX-1, SOD1, HO-1, vanin-1, and AKR1B8. Relative 

mRNA concentrations of GPX-1, SOD1, vanin-1 and AKR1B8 in small intestinal mucosa were about 

1.5-, 1.6-, 1.9-, and 7.8-fold, respectively, higher in mice administered the oxidized fat than in 

those administered the fresh fat (p < 0.05, Fig. 2). Relative mRNA concentration of GPX-1 in small 

intestinal mucosa tended to be higher (1.3-fold) in mice of the oxidized fat group than in those of 

the fresh fat group (p < 0.1, Fig. 2). Relative mRNA concentration of HO-1 in small intestinal mucosa 

did not differ between both groups of mice (p > 0.05, Fig. 2). 

 

 

 



 
 

 
 

Relative mRNA concentrations of PPARα and PPARγ and PPARα/PPARγ-regulated genes in small 

intestinal mucosa 

To evaluate activation of the PPARα and PPARγ pathways by the oxidized fat, we determined 

relative mRNA concentrations of the receptors and selected PPARα/PPARγ-target genes. Mice 

administered the oxidized fat had 3.6-, 2.6-, 5.6-, and 1.5-fold higher relative mRNA concentrations 

of PPARα, FATP, CYP4A10, and adipophilin in small intestinal mucosa than mice administered the 

fresh fat (p < 0.05, Fig. 3). Relative mRNA concentration of PPARγ in small intestinal did not differ 

between both groups of mice (p > 0.05, Fig. 3). 

 

 
Fig. 2 Relative mRNA 

concentrations of NF-κB- 

and Nrf2-regulated genes 

involved in oxidative 

stress response in the 

intestinal mucosa of mice 

administered either fresh 

fat or oxidized fat. Bars 

represent means ± SD (n = 

12/group) and are 

expressed as the 

percentage of the 

relative mRNA 

concentration of the 

fresh fat group. 

*Different from mice 

administered fresh fat, p 

< 0.05 

 

 

 

 

 

 
Fig. 3 Relative mRNA 

concentrations of PPARα 

and PPARγ and 

PPARα/PPARγ-regulated 

genes in the intestinal 

mucosa of mice 

administered either 

fresh fat or oxidized fat. 

Bars represent means ± 

SD    (n = 12/group) and 

are expressed as the 

percentage of the 

relative mRNA 

concentration of the 

fresh fat group. 

*Different from mice 

administered fresh fat, 

p < 0.05 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 
 

Discussion 

 

The present study tested the hypothesis that ingestion of an oxidized fat causes activation of 

oxidative stress-sensitive transcription factors, such as NF-κB and Nrf2, in the small intestinal 

mucosa. The oxidized fat used in this study was prepared by heating sunflower oil at a relatively 

high temperature over a short period. This reflects a fat that has been prepared under conventional 

deep-frying conditions. The relatively high concentrations of lipid peroxidation products 

(conjugated dienes, TBARS, peroxides and carbonyls) in the oxidized fat indicate that this fat was 

strongly oxidized. Such fats generally contain high concentrations of secondary lipid peroxidation 

products such as aldehydes or ketones and rather low concentrations of primary lipid peroxidation 

products such as hydroxy and hydroperoxy fatty acids. 

The present study shows for the first time that administration of an oxidized fat activates 

the transcription factors NF-κB and Nrf2 in the intestinal mucosa of mice. It is well known that 

peroxidation products from oxidized fats are efficiently taken up by the intestinal epithelial cells 

[30, 31], and that the cellular exposure to oxidized fats leads to the generation of ROS [32]. 

Regarding that NF-κB and Nrf2 are activated by various stimuli including ROS [13, 33], it is therefore 

very likely that the ingestion of lipid peroxidation products and the resulting oxidative stress in the 

intestinal mucosa has led to the activation of NF-κB and Nrf2. This finding in mice is in contrast to a 

recent observation in pigs, in which oxidized fat did not activate NF-κB in the small intestinal 

mucosa [34]. Although it cannot be excluded that the effect in mice is a species-specific 

phenomenon, it is more likely that differences in the administration of the oxidized fat are 

responsible for the divergent effect between mice and pigs. In the pig study, the oxidized fat was 

fed as part of a normal diet, whereas in the mice study, the oxidized fat was administered by 

gavage. In the latter case, the intestinal mucosa is probably more directly exposed to the ingested 

oxidized fat than in the case that the oxidized fat is virtually diluted by the other feed components. 

A further reason for the lack of response in the pig study might be that the amount of fat 

administered to the animals when related to their body weights was clearly higher in the mice study 

than in the pig study. Our study, moreover, showed that administration of oxidized fat caused an 

increase in the transcript levels of several oxidative stress-responsive genes, including SOD1, 

AKR1B8, vanin-1, and GPX-1, in the intestinal mucosa. Up-regulation of SOD1 and GPX-1 in the 

intestine and other tissues by oxidized lipids has been already observed in previous studies [14, 35], 

and up-regulation of these genes has been generally interpreted as an adaptive, defensive response 

of tissues to prevent possible harmful effects of ROS [36, 37]. A recent study demonstrated that the 

feeding of oxidized fat also results in increased activities of antioxidant enzymes such as catalase 

and selendependent GPX in the intestine [14] indicating that transcriptional up-regulation of 

antioxidant genes is also translated to the metabolic level. To the best of our knowledge, up-

regulation of AKR1B8 and vanin-1 by oxidized fat has not been described yet. AKRs like AKR1B8 

catalyze the reduction of both environmental aldehydes and aldehydes generated endogenously 

from lipid peroxidation such as 4-hydroxynonenal or core aldehydes [38]. Due to these properties, it 

has been suggested that AKR1B8, like GPX-1 and SOD1, is an important component of the cellular 

antioxidant defense mechanisms that protect against injurious lipid peroxidation products [39]. 

Induction of the epithelial cell-specific vanin-1 is also indicative of the induction of oxidative stress, 

because cysteamine provided by the pantetheinase activity of this ectoenzyme acts pro-oxidative in 

glutathione metabolism and activates stress pathways. In addition, vanin-1 facilitates the intestinal 

epithelial cells to produce inflammatory mediators. This likely explains that vanin-1-deficient mice, 

which lack tissue cysteamine, show a remarkably increased resistance to stress and acute intestinal 

inflammation [40, 41]. We, therefore, postulate that the induction of AKR1B8 and vanin-1 by 

oxidized fats is probably also part of the adaptive response of the intestinal mucosa to cope with 

the oxidative stress induced by the lipid peroxidation products. 

Induction of the abovementioned oxidative stress-responsive genes in response to ROS is 

well-known to be mediated by the binding of activated NF-κB/p50 and Nrf2 to specific DNA-

sequences, called NF-κB response element (NF-κB-RE) and antioxidant response element (ARE), 

respectively, which are present in the 5´-flanking regulatory region of those genes. Although we did 



 
 

 
 

not perform gel shift experiments in this study to confirm increased binding to NF-κB-REs and AREs, 

we are confident about this because nuclear concentrations of NF-κB/p50 and Nrf2 were markedly 

elevated by the oxidized fat and the increased nuclear concentrations of these transcription factors 

correlated well with the increased levels of NF-κB-RE- and ARE-mediated gene products. It might be 

argued that nuclear protein concentrations of NF-κB/p50 and Nrf2 were elevated due to inadequate 

normalization with β-actin which is known to translocate between the cytosol and nucleus [42] and 

is therefore present in both cell fractions. However, β-actin is frequently used as a housekeeping 

protein for nuclear proteins [43, 44] and considered suitable for normalization of nuclear protein 

levels provided that it is constitutively and stably expressed under the specific experimental 

conditions. Since there is no evidence from the literature that oxidized fat influences the 

intracellular translocation of β-actin, the band intensities for β-actin were similar between both 

groups, and equal amounts of protein were separated by SDS–PAGE, we are confident that protein 

levels of NF-κB/p50 and Nrf2 were adequately normalized. Thus, we propose that the observed up-

regulation of the abovementioned genes in the intestinal mucosa of mice administered the oxidized 

fat is mediated by the activation of oxidative stress-sensitive transcription factors such as NF-κB 

and Nrf2. Since the abovementioned genes are also regulated, at least partially, by other oxidative 

stress-responsive transcription factors such as activator protein (AP)-1 [45], it is not unlikely that 

activation of the abovementioned genes by oxidized fat is mediated in cooperation of NF-κB and 

Nrf2 with other transcription factors. This has to be clarified in future studies. 

In contrast to the present study, recent studies showed that Nrf2 activation causes 

inhibition of NF-κB [46–48]. The negative crosstalk between these two transcription factors has been 

explained by different mechanisms, such as competition between Nrf2 and NF-κB for the CREB-

binding protein (CBP) and recruitment of histone deacetylase 3, a co-repressor of ARE, through the 

NF-κB subunit p65 and subsequent interaction with CBP or Maf kinases[49]. The fact that we did not 

find evidence for a negative cross-talk between Nrf2 and NF-κB may indicate that components of 

oxidized fat, unlike phytochemicals such as sulforaphane, stimulate a further yet unidentified 

pathway preventing inhibition of the NF-κB pathway by Nrf2. 

In contrast to SOD1, GPX-1, AKR1B8 and vanin-1, HO-1, which is involved in heme 

catabolism, was not induced in the intestinal mucosa by the oxidized fat, although HO-1 is also 

regarded as a sensitive and reliable indicator of cellular oxidative stress [50], and the HO-1 gene 

promoter was shown to contain binding sites for both, NF-kB and Nrf2 [51, 52]. Therefore, we 

cannot explain the observation that oxidized fat did not induce HO-1 in the intestinal mucosa, 

though the nuclear concentrations of NF-κB and Nrf2 were significantly elevated. However, one can 

speculate that in the present mice experiment, NF-κB has inhibited the binding of Nrf2 to the HO-1 

promoter by specifically impeding binding of the above-mentioned CBP to Nrf2 at the HO-1 

promoter 

In the present study we also considered the PPARα- and PPARγ-signaling pathways, because 

it was shown that these pathways can negatively interfere with oxidative stress signalling pathways 

including NF-κB. Herein, we showed that the transcript levels of PPARα/γ-responsive genes, like 

FATP, CYP4A1 and adipophilin, were strongly increased by the oxidized fat in the intestinal mucosa 

of the mice. These findings are in good agreement with recent studies showing that oxidized fats 

cause activation of PPARα in liver and intestine of rats and pigs [53-55]. From the present findings, 

we cannot distinguish whether up-regulation of FATP, CYP4A1, and adipophilin was due to 

activation of PPARα, PPARγ or both of them, because the components of oxidized fat supposed to 

be responsible for PPARα activation are also ligands and activators of PPARγ and FATP, CYP4A1, and 

adipophilin are regulated by different PPAR isotypes [56-59]. In any case, the present findings 

clearly indicate that activation of PPAR-signaling by oxidized fat in the intestinal mucosa does not 

counteract the activation of oxidative stress-responsive pathways such as NF-κB and Nrf2. 

In conclusion, the present study shows that ingestion of an oxidized fat causes a significant 

up-regulation of several oxidative stress-responsive genes including SOD1, GPX-1, AKR1B8, and 

vanin-1 in the intestinal mucosa which is likely mediated by the activation of oxidative stress-

sensitive transcription factors such as NF-κB and Nrf2. We postulate that up-regulation of these 

genes which have antioxidant, cytoprotective and detoxifying functions is an adaptive response of 



 
 

 
 

the intestinal mucosa to cope with the luminal diet-derived oxidants thereby preventing ROS-

mediated damage to the intestinal mucosa. In this context, we further postulate that oxidized fat, 

similar to the previously reported effects of resveratrol and physical exercise [60, 61], may induce 

the generation of low levels of ROS which could comprise a positive ‘‘hormetic redox signal’’ in the 

enterocyte thereby enhancing stress resistance. This is in contrast to the detrimental ‘‘cellular 

stress signal’’ induced by high levels of ROS generated from high doses of ascorbic acid resulting in 

inactivation of Nrf2 [60]. 
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Dietary moderately oxidized oil activates the Nrf2
signaling pathway in the liver of pigs
Juliane Varady, Denise K Gessner, Erika Most, Klaus Eder and Robert Ringseis*

Abstract

Background: Previous studies have shown that administration of oxidized oils increases gene expression and
activities of various enzymes involved in xenobiotic metabolism and stress response in the liver of rats and guinea
pigs. As these genes are controlled by nuclear factor erythroid-derived 2-like 2 (Nrf2), we investigated the
hypothesis that feeding of oxidized fats causes an activation of that transcription factor in the liver which in turn
activates the expression of antioxidant, cytoprotective and detoxifying genes.

Methods: Twenty four crossbred pigs were allocated to two groups of 12 pigs each and fed nutritionally adequate
diets with either fresh rapeseed oil (fresh fat group) or oxidized rapeseed oil prepared by heating at a temperature
of 175°C for 72 h (oxidized fat group).

Results: After 29 days of feeding, pigs of the oxidized fat group had a markedly increased nuclear concentration of
the transcription factor Nrf2 and a higher activity of cellular superoxide dismutase and T4-UDP
glucuronosyltransferase in liver than the fresh fat group (P < 0.05). In addition, transcript levels of antioxidant and
phase II genes in liver, like superoxide dismutase 1, heme oxygenase 1, glutathione peroxidase 1, thioredoxin
reductase 1, microsomal glutathione-S-transferase 1, UDP glucuronosyltransferase 1A1 and NAD(P)H:quinone
oxidoreductase 1 in the liver were higher in the oxidized fat group than in the fresh fat group (P < 0.05).
Moreover, pigs of the oxidized fat group had an increased hepatic nuclear concentration of the transcription factor
NF-�B which is also an important transcription factor mediating cellular stress response.

Conclusion: The present study shows for the first time that administration of an oxidized fat activates the Nrf2 in
the liver of pigs which likely reflects an adaptive mechanism to prevent cellular oxidative damage. Activation of the
NF-�B pathway might also contribute to this effect of oxidized fat.

Keywords: Antioxidant enzymes, Liver, Nrf2, Oxidized fat, Phase II enzymes, Pig

Background
In recent years, the contribution of oxidized fats to total
energy intake has markedly increased in industrialized
countries due to the rising consumption of deep-fried
products [1]. In fast food restaurants, foodstuffs are typi-
cally fried in fats in fryers at temperatures close to 180°C.
During the frying process, several chemical reactions
occur within the frying oil resulting in the formation of a
mixture of chemically distinct lipid peroxidation products
[2]. Large quantities of the frying oil are absorbed into
the fried food during deep-frying and therefore ingested
during their consumption.

Feeding experiments with animals revealed that inges-
tion of oxidized fats provokes a wide array of biological
effects [3-5]. One of the most striking effects of oxidized
fat is the induction of oxidative stress which is due to
lipid hydroperoxides absorbed from the ingested oxidized
fats and reactive oxygen species (ROS) generated from
microsomal cytochrome P450 enzymes which are
induced by oxidized fat [6-8]. Oxidative stress in animals
fed oxidized fats is evident by elevated concentrations of
lipid peroxidation products, reduced concentrations of
exogenous and endogenous antioxidants, and a decreased
ratio of reduced and oxidized glutathione in plasma and
tissues [8-13].
Previous studies have shown that administration of

oxidized oils increases gene expression and activities of
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various enzymes involved in xenobiotic metabolism and
stress response in the liver of rats and guinea pigs
[14-18]. Hepatic xenobiotic metabolism and stress
response is mainly controlled by nuclear factor ery-
throid-derived 2-like 2 (Nrf2), a master transcription
factor shown to regulate more than 200 genes, including
those involved in phase II detoxification and antioxidant
defense [19]. Nrf2 pathway is regarded as the most
important pathway in the cell to protect cells against
oxidative stress [20,21]. Thus, the regulation of Nrf2
activity represents a critical step in initiating a cellular
antioxidant response to ROS. It has been shown that
oxidation products of n-3 fatty acids are able to activate
Nrf2 in a human liver cell line, and thus to induce the
expression of Nrf2 target genes involved in cellular
defense [22]. More recently, we found that the ingestion
of a dietary oxidized fat activates Nrf2 pathway in the
intestinal mucosa of mice [23]. Based on these findings, it
is likely that the induction of xenobiotic metabolism in
the liver of animals fed an oxidized fat is due to an activa-
tion of Nrf2, which however has not yet been investi-
gated. Therefore, the present study was performed
to investigate the hypothesis that administration of an
oxidized oil leads to an activation of Nrf2 pathway in the
liver. For this end, we performed an experiment with
pigs, an animal model which is closer to human physiol-
ogy with respect to xenobiotic metabolism than rodents
which are commonly used for the investigation of the
biological effects of oxidized fats [24]. In order to reflect
the practical situation of deep frying of foods in human
nutrition, we used rapeseed oil–an oil commonly used
for deep frying of foods–as source of fat which was
heated at a temperature of 175°C for 72 h. To detect a
potential activation of Nrf2 in the liver, we determined
nuclear concentrations of Nrf2 and transcript levels of
various Nrf2-regulated genes involved in phase II meta-
bolism or antioxidant defense in the liver of pigs. In
order to investigate whether changes in mRNA concen-
trations of Nrf2 target genes are reflected by altered
activities, we determined activities of two Nrf2 target
genes, superoxide dismutase (SOD) and thyroxine UDP-
glucuronosyltransferase (T4-UGT) in the liver. As an
influence on the activity of T4-UGT affects the degrada-
tion of thyroxine, we also determined the concentration
of that thyroid hormone in plasma of the pigs.

Materials and methods
Animals and diets
For the experiment, 24 (12 male, 12 female) six week
old crossbred pigs [(German Landrace × Duroc) × Pie-
train] were used. The animals were kept in a pigpen
controlled for temperature (23 ± 2°C), relative humidity
(50-60%), and light from 06.00 to 19.00. After one week
of adaptation, the pigs were weighed and randomly

allocated to two groups, each consisting of 6 male and 6
female pigs, with similar average body weights. All pigs
were housed in pairs in flat-deck pens and received a
nutritionally adequate diet (Table 1). The diets con-
tained 16.4 MJ metabolizable energy and 224 g crude
protein per kg. The two experimental diets varied in the
type of fat. The diet of the treatment group (“oxidized
fat group”), contained rapeseed oil (obtained from a
local supermarket) which was heated in a domestic fryer
(GF-8SE, Bartscher, Salzkotten, Germany) at a tempera-
ture of 175°C for 72 h, without addition of any food-
stuffs. The diet of the control group (“fresh fat group”)
contained a mixture of fresh rapeseed oil and fresh
palm oil (91.6:8.4, w/w). This fat mixture was used in
order to equalize the fatty acid composition of the two
oils (since the heating process caused a partial loss of
polyunsaturated fatty acids (PUFA) in the rapeseed oil).
Because the frying process caused a loss of tocopherols
in the rapeseed oil, the native concentrations of toco-
pherols of all experimental fats were analysed. Based on
the native concentrations of the fats, the vitamin E con-
centration of the oxidized fat was adjusted to that of the
fresh fat by supplementation with all-rac-a-tocopheryl
acetate (the biopotency of all-rac-a-tocopheryl acetate is
considered to be 67% of that of a-tocopherol). The vita-
min E concentration in the fresh fat diet was 97.6 mg
a-tocopherol per kg diet, and that of the oxidized fat
diet was adjusted accordingly.

Table 1 Composition of the experimental diets

Fresh fat
diet
(g/kg)

Oxidized fat
diet
(g/kg)

Composition

Wheat 181.9 181.9

Barley 100 100

Soy bean meal (44% crude protein) 350 350

Wheat bran 146 146

Fresh rapeseed oil 137.4 -

Palm oil 12.6 -

Oxidized rapeseed oil - 150

Choline chloride (50%) 1.5 1.5

Calcium hydrogen phosphate
dihydrate

9 9

Mineral and vitamin premix* 40 40

L-Lysine (50.7%) 16.5 16.5

DL-methionine 3.55 3.55

L-threonine 3.36 3.36

L-tryptophan 0.5 0.5

*The mineral and vitamin premix provided the following per kg diet: 3.6 g
lysine; 1 g methionine; 1.4 g threonine; 6.8 g calcium; 1.6 g phosphorus;
16,000 IE vitamin A; 2,000 IE vitamin D3; 100 mg a-tocopherol acetate; 2 g
sodium; 0.8 g magnesium; 120 mg iron; 160 mg copper; 10 mg zinc; 100 mg
manganese; 2 mg iodine; 0.4 mg selenium; 3 mg vitamin B1; 8 mg vitamin B2;
8 mg vitamin B6; 60 μg vitamin B12; 40 mg nicotinic acid; 20 mg pantothenic
acid; 2 mg folic acid; 160 μg biotin
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In order to avoid potential differences in food intake,
due to adverse sensoric properties of the oxidized fat, a
controlled feeding system was applied in which pigs were
offered the same amount of diet during the 29 days feed-
ing period. Water was available ad libitum from nipple
drinkers during the entire experiment. All experimental
procedures described followed established guidelines for
the care and handling of laboratory animals and were
approved by the local Animal Care and Use Committee
(Regierungspräsidium Giessen; permission no: GI 19/3
No. 49/2010).

Sample collection
After completion of the feeding period the animals were
anaesthesised and exsanguinated 2.5 h after their last
meal. Blood was collected into heparinized polyethylene
tubes and plasma was subsequently obtained by centri-
fugation of the blood (1100 × g, 10 min, 4°C). Tissue
samples from liver were dissected and stored at -80°C
until analysis.

Lipid analysis
The fatty acid composition of the dietary fats was deter-
mined by gas chromatography after methylation of fatty
acids by trimethylsulfonium hydroxide [25]. The extent
of lipid peroxidation of the experimental fats before
inclusion into the diets was determined by assaying the
peroxide value [26], thiobarbituric acid substances
(TBARS) [26] and the percentage of total polar com-
pounds [27].

RNA isolation and quantitative RT-PCR (qPCR)
For the determination of mRNA expression levels total
RNA was isolated from liver tissue using Trizol™ reagent
(Invitrogen, Karlsruhe, Germany) according to the manu-
facturer’s protocol. Determination of total RNA concen-
tration and purity, cDNA synthesis and qPCR analysis
were performed as described recently in detail [28].
Gene-specific primer pairs obtained from Eurofins MWG
Operon were designed using Primer3 and BLAST.
Features of primer pairs are listed in Table 2. For deter-
mination of relative expression levels relative quantities
were calculated using GeNorm normalization factor.
In order to calculate the normalization factor, all Ct-
values were transformed into relative quantification data
by using the 2-ΔCt equation, and the highest relative
quantities for each gene were set to 1. From these values
the normalization factor was calculated as the geometric
mean of expression data of the three most stable out of
five tested potential reference genes (Table 2). Reference
gene stability across samples was determined by perform-
ing GeNorm analysis [29]. After normalization of gene
expression data using the calculated GeNorm normaliza-
tion factor, means and SD were calculated from

normalized expression data for samples of the same
treatment group. The mean of the FF group was set to 1
and mean and SD of the OF group were scaled propor-
tionally. Data on qPCR performance for each gene mea-
sured in liver are also shown in Table 2.

Immunoblot analysis
Nuclear extracts from liver were prepared from six ani-
mals per group with a Nuclear Extract Kit (Active
Motif, Rixensart, Belgium) according to the manufac-
turer’s protocol. Protein concentrations in the nuclear
extracts were determined by the bicinchoninic acid
(BCA) protein assay kit (Interchim, Montluçon, France)
with BSA as standard. From each sample of nuclear
extract, 30 μg protein were separated on 12.5% SDS-
PAGE and electro-transferred to a nitrocellulose mem-
brane (Pall, Pensacola, FL, USA). Loading of equal
amounts of protein in each line was verified by Ponceau
S (Carl Roth, Karlsruhe, Germany) staining. After incu-
bation the membranes overnight at 4°C in blocking
solution, membranes were incubated with primary anti-
bodies against Nrf2 (polyclonal anti-Nrf2 antibody;
Abcam, Cambridge, UK), NF-�B/p50 (polyclonal anti-
NF-�B/p50 antibody; Santa Cruz, Heidelberg, Germany)
and Histone H1 (polyclonal anti-Histone H1 antibody;
Active Motif, La Hulpe, Belgium) as a nuclear reference
protein to control for adequate normalization at room
temperature. The membranes were washed, and then
incubated with a horseradish peroxidise-conjugated sec-
ondary polyclonal anti-rabbit-IgG antibody (Sigma-
Aldrich, Steinheim, Germany) for Nrf2, NF-�B/p50 and
Histone H1, respectively, at room temperature. After-
wards, blots were developed using ECL Advance (GE
Healthcare, München, Germany). The signal intensities
of specific bands were detected with a Bio-Imaging sys-
tem (Syngene, Cambridge, UK) and quantified using
Syngene GeneTools software (nonlinear dynamics).

Tocopherol concentrations
Concentrations of tocopherols in experimental diets,
liver and plasma were determined by high performance-
liquid chromatography (HPLC) with fluorescence detec-
tion [30,31]. Tocopherol esters in the samples were
saponified with sodium hydroxide. Tocopherols were
extracted with n-hexane, separated isocratically on a
C-18-reversed phase column (Purospher 100 RP-18;
Merck-Hitachi, Darmstadt, Germany), using methanol
as mobile phase and detected by fluorescence (excitation
wavelength: 295 nm, emission wavelength: 325 nm).

SOD activity
Activity of hepatic SOD was determined according to
the method of Marklund and Marklund [32]. SOD activ-
ity in the homogenates was related to the protein
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concentration in the homogenates as determined by the
BCA protein assay kit. One unit of SOD activity is
defined as the amount of enzyme required to inhibit the
autoxidation of pyrogallol by 50%.

Activity of T4-UGT and plasma thyroxine concentration
The activity of T4-UGT in the liver was assayed as
described by Gessner et al. [33]. In brief, hepatic micro-
somes were incubated in a reaction mixture containing
1 μM thyroxine (T4), 0.1 μCi of 125I-labeled T4, 75 mM
Tris-hydrochloride (pH 7.8), 7.5 mM magnesium chloride,
5 mM UDP-glucuronic acid, 1 mM 6-propyl-2-thiouracil
and 0.5 mg of microsomal protein/mL. T4 glucuronides
formed during the incubation were separated from T4 and
collected by HPLC. The radioactivity of the T4 glucuronide
fraction as a measure of enzyme activity was counted with
an automatic gamma counter (Wallac Wizard 3, Perkin
Elmer, Rodgau, Germany). One unit of T4-UGT activity is
defined as one pmol of T4 glucuronide formed per min.
Plasma concentration of total T4 was measured with radio-
immunoassay kits (MP Biomedicals, Eschwege, Germany).

Statistical analysis
Treatment effects were analyzed with one-way ANOVA
using the Minitab Statistical software Rel. 13.0 (Minitab,

State college, PA, USA). Statistical significance of differ-
ences of the mean values of the two groups of pigs was
evaluated using Student’s t test. Means were considered
significantly different at P < 0.05.

Results
Characterization of the experimental fats
The concentrations of the major fatty acids [palmitic acid
(16:0), stearic acid (18:0), oleic acid (18:1), linoleic acid
(18:2 n-6) and a-linolenic acid (18:3 n-3)] were similar
between the two experimental fats (Table 3). In contrast,
the oxidized fat contained higher amounts of lipid perox-
idation products than the fresh fat (Table 3).

Growth performance
The food intake of the pigs was identical for both
groups due to the controlled feeding system applied
(Table 4). Initial body weights, daily body weight gains,
feed conversion ratio and final body weights of the pigs
did not differ between both groups (Table 4).

Tocopherol concentrations in plasma and liver
In order to assess effects of the oxidized fat on the anti-
oxidative status of the animals, we determined concentra-
tions of tocopherol in plasma and liver. Concentrations

Table 2 Characteristics and performance data of the primers used for qPCR analysis and reference gene-stability
measure M

Gene Forward primer (from 5’ to 3’)
Reverse primer (from 5’ to 3’)

PCR product size (bp) NCBI GenBank Slope R2 Efficiency M value

Reference genes

ATP5G1 CAGTCACCTTGAGCCGGGCGA
TAGCGCCCCGGTGGTTTGC

94 NM_001025218.1 -0.2661 0.9981 1.85 0.036

GPI CACGAGCACCGCTCTGACCT
CCACTCCGGACACGCTTGCA

365 NM_214330.1 -0.2557 0.9964 1.80 0.034

RPS9 GTCGCAAGACTTATGTGACC
AGCTTAAAGACCTGGGTCTG

327 CAA23101 -0.2705 0.9994 1.86 0.036

b-Actin GACATCCGCAAGCACCTCTA
ACATCTGCTGGAAGGTGGAC

205 NM_001167795 -0.2637 0.9979 1.84 0.046

SDHA CTACGCCCCCGTCGCAAAGG
AGTTTGCCCCCAGGCGGTTG

380 DQ402993 -0.2551 0.9986 1.80 0.041

Target genes

SOD1 TCCATGTCCATCAGTTTGGA
CTGCCCAAGTCATCTGGTTT

250 NM_001190422.1 -0.2773 0.9997 1.89 -

TXNR1 CTTTACCTTATTGCCCGGGT 162 NM_214154.2 -0.2615 0.9998 1.83 -

GTTCACCGATTTTGTTGGCC

GPX1 CTTCGAGAAGTTCCTGGTGG
CCTGGACATCAGGTGTTCCT

232 NM_214201.1 -0.2594 0.9986 1.82 -

HO-1 AGCTGTTTCTGAGCCTCCAA
CAAGACGGAAACACGAGACA

130 NM_001004027.1 -0.2828 0.9917 1.92 -

UGT1A1 GATCCTTTCCTGCAACGCAT
GGAAGGTCATGTGATCTGAG

313 XM_001927673 -0.2395 0.9985 1.74 -

NQO1 CCAGCAGCCCGGCCAATCTG
AGGTCCGACACGGCGACCTC

160 NM_001159613.1 -0.2756 0.9467 1.92 -

MGST1 TTGGCGCGCGAATCTACCACA
TCCTCGGCTCCCTTCCCACTTA

239 NM_214300.1 -0.2636 0.9946 1.83 -
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of a-tocopherol in plasma and liver - both, on absolute
terms and expressed per mol of lipids–were reduced in
the oxidized fat group compared to the fresh fat group
(P < 0.05; Table 4). Concentrations of other tocopherols,
beside a-tocopherol, in plasma and liver were negligible
in both groups.

Nuclear concentration of Nrf2 in the liver
Activation of Nrf2 causes a translocation from cytosol
into the nucleus. Therefore, the concentration of Nrf2
in the nuclear fraction was determined to evaluate acti-
vation of Nrf2 by the oxidized fat. Pigs receiving the oxi-
dized fat had 4.6-fold higher nuclear concentrations of
Nrf2 in the liver than pigs receiving the fresh fat (P <
0.05; Figure 1).

Relative mRNA concentration of Nrf2-regulated genes in
the liver
Pigs fed the oxidized fat had higher relative mRNA con-
centrations of microsomal glutathione-S-transferase 1
(MGST1), Co/Zn-superoxide dismutase (SOD1),

thioredoxin reductase 1 (TXNR1), glutathione peroxi-
dase 1 (GPX1), heme oxygenase 1 (HO-1), NAD(P)H:
quinone oxidoreductase 1 (NQO1) and UDP glucurono-
syltransferase 1A1 (UGT1A1) in the liver than pigs of
the fresh fat group (P < 0.05; Figure 2).

Nuclear concentration of NF-�B in the liver
To further study whether other oxidative stress-sensitive
transcription factors than Nrf2 are activated by the oxi-
dized fat, we determined the concentration of the p50

Table 3 Fatty acid composition and concentrations of
lipid peroxidation products in the experimental fats

Fresh fat Oxidized fat

Fatty acid composition (g fatty acid/100 g total fatty acids)

16:0 9.3 6.8

18:0 2.5 2.2

18:1 55.4 60.5

18:2 (n-6) 21.9 21.1

18:3 (n-3) 7.0 5.4

Lipid peroxidation products

Polar compounds (%) 2.82 23.1

TBARS (mmol/kg) 3.24 3.39

Peroxides (mEq O2/kg) 0.63 7.39

Table 4 Growth performance parameters and
concentrations of a-tocopherol in plasma and liver of
pigs fed either a fresh or an oxidized fat

Fresh fat Oxidized fat

Parameters of performance

Initial body weight (kg) 16.5 ± 1.7 17 ± 1.3

Final body weight (kg) 40.5 ± 3.1 37.4 ± 5.2

Daily food intake (kg) 1.06 ± 0.21 1.05 ± 0.46

Daily body weight gain (g) 828 ± 135 762 ± 111

Feed conversion ratio (kg feed/kg gain) 1.31 ± 0.02 1.38 ± 0.20

a-tocopherol concentration
Plasma, μmol/L 7.02 ± 1.06 3.86 ± 0.86*

Plasma, mmol/mol lipids# 1.84 ± 0.22 0.94 ± 0.27*

Liver, nmol/g liver 19.2 ± 2.79 11.9 ± 2.98*

Liver, mmol/mol lipids# 0.144 ± 0.07 0.087 ± 0.03*

Results are shown as mean ± SD (n = 12/group). *Means are significantly
different, P < 0.05. #Sum of triglycerides and cholesterol

*
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Figure 1 Nuclear concentration of Nrf2 in the liver of pigs fed
either a fresh fat or an oxidized fat. (A) Representative
immunoblots specific to Nrf2 and Histone H1 for normalization are
shown for one sample per group. Immunoblots for the other
samples revealed similar results. (B) Bars represent data from
densitometric analysis and represent means ± SD (n = 6/group).
Bars represent fold of relative protein concentration of the fresh fat
group. *Different from pigs fed the fresh fat diet, P < 0.05. FF, fresh
fat group; OF, oxidized fat group.
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subunit of NF-�B in the nuclear fraction of the liver
homogenates. Pigs receiving the oxidized fat had 2.2-
fold higher nuclear concentrations of NF-�B/p50 in
the liver than pigs receiving the fresh fat (P < 0.05;
Figure 3).

Activities of SOD and T4-UGT in the liver
Pigs fed the oxidized fat had higher activities of SOD and
T4-UGT in the liver than pigs fed the fresh fat (SOD: oxi-
dized fat group, 105 ± 25 U/mg protein; fresh fat group,
75 ± 36 U/mg protein; T4-UGT: oxidized fat group, 4.4 ±
0.4 U/mg protein; fresh fat group, 3.8 ± 0.3 U/mg protein;
P < 0.05 for both enzymes).

Concentration of thyroxine in plasma
In order to assess whether an increased activity of
T4-UGT in the liver was leading to an alteration of thyr-
oxine status, we determined the concentration of total
thyroxine in plasma which was lower in pigs fed the oxi-
dized fat than in pigs fed the fresh fat (oxidized fat group:
57.9 ± 14.6 nmol/L; fresh fat group: 72.7 ± 16.9 nmol/L;
P < 0.05).

Discussion
The aim of this study was to investigate the hypothesis
that consumption of a dietary oxidized fat leads to an
activation of Nrf2 in the liver which in turn induces
expression of genes involved in antioxidant defense and
phase II metabolism. As a source of oxidized fat, we
used rapeseed oil heated in a domestic fryer under

practical conditions. Rapeseed oil is widely used for fry-
ing of foods in households and restaurants due to some
advantages of partially hydrogenated fats. First, it has a
more favourable fatty acid composition with respect to
human health, particularly a favourable balance of n-3
to n-6 PUFA and a lower saturated fatty acid content.
Second, it has the advantage that is must not be melted
prior to use.
Critical evaluation of the concentrations of lipid peroxi-

dation products (peroxides, TBARS, polar compounds)
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Figure 2 Relative mRNA concentrations of MGST1, TXNR1,
GPX1, HO-1, SOD1, UGT1A1 and NQO1 in liver of pigs fed
either a fresh fat or an oxidized fat. Bars represent mean ± SD (n
= 12/group), and are expressed as fold of relative mRNA
concentration of the fresh fat group. *Different from pigs fed the
fresh fat, P < 0.05. FF, fresh fat group; GPX1, glutathione peroxidase
1; HO-1, heme oxygenase 1; MGST1, microsomal glutathione-S-
transferase 1; NQO1, NAD(P)H:quinone oxidoreductase 1; OF,
oxidized fat group; SOD1, Co/Zn-superoxide dismutase; TXNR1,
thioredoxin reductase 1; UGT1A1, UDP glucuronosyltransferase 1A1.
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Figure 3 Nuclear concentration of NF-�B/p50 in the liver of
pigs fed either a fresh fat or an oxidized fat. (A) Representative
immunoblots specific to NF-�B/p50 and Histone H1 for
normalization are shown for one sample per group. Immunoblots
for the other samples revealed similar results. (B) Bars represent data
from densitometric analysis and represent means ± SD (n = 6/
group). Bars represent fold of relative protein concentration of the
fresh fat group. *Different from pigs fed the fresh fat diet, P < 0.05.
FF, fresh fat group; OF, oxidized fat group.
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indicates that oxidation of PUFA in the oil during heating
occurred. Nevertheless, concentrations of these lipid per-
oxidation products were lower than in most other studies
dealing with the effects of oxidized fats [34-36]. Although
the parameters determined to assess the degree of oxida-
tion such as TBARS are not very specific, the oil used in
this study can be regarded as moderately oxidized. On
the base of analyses of a large number of used frying fats,
it has been found that heated fats are acceptable until
they reach a level of 25% polar compounds [37]. Thus,
the oxidized fat used in this study, containing 23% of
polar compounds, would be just acceptable for frying of
foods.
Heating an oil leads to a loss of its PUFA and its

native antioxidants such as tocopherols [2,38]. In order
to avoid secondary effects on metabolism due to differ-
ences in the intake of PUFA and antioxidants between
the two groups, we equalized the control fat and the
oxidized fat for their fatty acid compositions and their
vitamin E concentrations. The vitamin E concentrations
of the diets, being around 90 mg a-tocopherol equiva-
lents per kg diet, were in excess of the vitamin E
requirement which might be around 40 mg a-toco-
pherol equivalents per kg for the specific diets used in
this study (according to calculations of the vitamin E
requirement as a function of amount and type of PUFA
as suggested by Muggli [39]).
In most studies dealing with the effects of thermoxi-

dized fats, feeding the diet containing the oxidized fat
lowered body weight gains in the experimental animals
due to a diminished feed intake, a reduced digestibility of
nutrients and general toxic effects [34,35,40-42]. In the
present study, feeding the diet containing the oxidized fat
did not influence the growth of the pigs. This might be
due to the facts that feed intake was equalized between
the two groups of pigs by a controlled feeding system
and that the heated oil was only moderately oxidized.
The finding that the body weight development was not
affected by the oxidized fat is advantageous from a meth-
odological viewpoint because the effects of the oxidized
fat were not confounded by secondary effects of reduced
growth. Recent studies have shown that consumption of
oxidized fats leads to a reduction of tocopherol concen-
trations in animal tissues due to a reduced digestibility
and an enhanced turnover of vitamin E [8,11,12,43]. The
finding of reduced a-tocopherol concentrations in
plasma and liver of pigs fed the oxidized fat in the pre-
sent study indicates that even moderately oxidized fats
compromise tissue vitamin E status in animals.
According to the hypothesis of this study, we observed

for the first time that administration of an oxidized fat
leads to an activation of the transcription factor Nrf2 in
the liver. Activation of Nrf2 was evident by an increased
concentration of nuclear Nrf2 and increased transcript

levels of several Nrf2 target genes involved in the anti-
oxidant defense system (SOD1, GPX1, TXNR1, HO-1)
and phase II metabolism (NQO1, MGST1, UGT1A1).
Under normal conditions, Nrf2 is located in the cytosol
of cells where it is constantly degraded via the proteaso-
mal system. In response to various stimuli like oxidative
stress, Keap1–a cytosolic inhibitory protein–dissociates
from Nrf2 and Nrf2 translocates into the nucleus, where
it binds to specific DNA-sequences called antioxidant
response element (ARE) in the regulatory region of tar-
get genes [44]. Regarding that Nrf2 is activated by ROS
[45,46], the occurrence of oxidative stress commonly
observed in animals fed oxidized fats might be one pos-
sible explanation for activation of Nrf2 in pigs fed the
oxidized fat. This possibility is strengthened by the
observation that the up-regulation of enzymes involved
in xenobiotic metabolism and stress response due to
feeding of oxidized fats was attenuated by concomitant
supplementation of vitamin C or vitamin E in guinea
pigs and rats, resp [15,16]. Recently, it has been found
that n-3 fatty acid oxidation products deriving from
eicosapentaenoic or docosahexaenoic acid are able to
directly activate Nrf2 by initiating dissociation of Keap1
[22]. Therefore, the possibility that Nrf2 activation was
directly induced by specific oxidation products present
in the oxidized oil cannot be excluded.
Some of the genes determined in this study, such as

HO-1, GPX1 and SOD1, also contain binding sites for
other oxidative stress-sensitive transcription factors, such
as NF-�B, in their regulatory region [47-49]. Therefore, it
is likely that the up-regulation of those genes was at least
in part mediated by activation of NF-�B observed in the
pigs fed the oxidized fat, as indicated by an increased
nuclear concentration of p50. Thus, it is very likely that a
coordinated activation of multiple oxidative stress-sensi-
tive signaling pathways is responsible for the observed
up-regulation of antioxidant, cytoprotective and detoxify-
ing genes in the liver of pigs fed the oxidized fat diet, par-
ticularly because ROS, whose formation is induced by the
administration of oxidized fats, are common stimuli of
these pathways.
A further interesting observation of this study is that

hepatic activity of T4-UGT, an enzyme which belongs to
the phase II system, in the liver was increased in pigs fed
the oxidized fat. T4-UGT catalyses the glucuronidation
of thyroxine, and thus is the key enzyme of its elimina-
tion in the liver [50]. The finding of an increased activity
of that enzyme concurs with a reduced concentration of
total thyroxine in plasma of pigs fed the oxidized fat sug-
gesting that hepatic elimination of that hormone was
enhanced in those pigs. Thus, the present study indicates
that oxidized fats could affect thyroid hormone status via
an induction of the thyroid hormone elimination process
in the liver such as observed for several other compounds
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which are acting as inducers of the hepatic xenobiotic
system [51-53]. It is well known that hepatic phase I and
phase II enzymes play an important role in elimination
and detoxification of many drugs [54,55]. Thus, it is likely
that ingestion of oxidized fats enhances the elimination
of medical drugs, due to an induction of the hepatic
xenobiotic system.
In conclusion, the present study shows for the first

time that the ingestion of a moderately oxidized oil
causes an activation of Nrf2 in the liver of pigs. This
probably provides an explanation for the concomitant
up-regulation of hepatic genes involved in the antioxi-
dant defense system and phase II metabolism as observed
herein in pigs and in recent studies in rats and guinea
pigs [14-19]. Induction of Nrf2 in the liver of pigs fed an
oxidized fat can be interpreted as an adaptive response of
the liver to cope with oxidative stress induced by admin-
istration of oxidized fats, thereby, preventing ROS-
mediated damage. Activation of Nrf2 is generally
regarded as a beneficial effect as it causes an up-regula-
tion of a wide spectrum of antioxidant, cytoprotective
and detoxifying genes and thus protects the cell against
ROS and toxic compounds. Indeed, the coordinated up-
regulation of these genes by Nrf2 activators is considered
as a potential therapeutic strategy to protect against
insults such as inflammation and oxidative stress induced
in various chronic diseases [56]. Nevertheless, the results
of the present study must not be interpreted in the way
that oxidized fats can be regarded as health-promoting
components of the diet, as components of oxidized fats
might have several adverse effects in human subjects.
The results of this study rather suggest that oxidized fats
are a mixture of chemically distinct substances, some of
which exhibit a significant biological activity.
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SHORT REPORT Open Access

Dietary moderately oxidized oil induces
expression of fibroblast growth factor
21 in the liver of pigs
Juliane Varady, Robert Ringseis* and Klaus Eder

Abstract

Background: Fibroblast growth factor 21 (FGF21), whose expression is induced by peroxisome proliferator-
activated receptor a (PPARa), has been recently identified as a novel metabolic regulator which plays a crucial role
in glucose homeostasis, lipid metabolism, insulin sensitivity and obesity. Previous studies have shown that
administration of oxidized fats leads to an activation of PPARa in the liver. Therefore, the present study
investigated the hypothesis that feeding of oxidized fats causes an induction of FGF21 in the liver.

Methods: Twenty four crossbred pigs were allocated to two groups of 12 pigs each and fed nutritionally adequate
diets with either fresh rapeseed oil or oxidized rapeseed oil prepared by heating at a temperature of 175°C for 72
h.

Results: In pigs fed the oxidized fat mRNA abundance and protein concentrations of FGF21 in liver were
significantly increased (P < 0.05), and the protein concentrations of FGF21 in plasma tended to be increased (P <
0.1) in comparison to control pigs. Moreover, pigs fed the oxidized fat had increased transcript levels of the PPARa
target genes acyl-CoA oxidase, carnitine palmitoyltransferase-1 and novel organic cation transporter 2 in the liver (P
< 0.05), indicative of PPARa activation.

Conclusion: The present study shows for the first time that administration of an oxidized fat induces the
expression of FGF21 in the liver, probably mediated by activation of PPARa. Induction of FGF21 could be involved
in several effects observed in animals administered an oxidized fat.

Keywords: Fibroblast growth factor 21, Liver, Peroxisome proliferator-activated receptor α, Pig, Oxidized fat

Background
Fibroblast growth factor 21 (FGF21) has been recently
identified as a novel metabolic regulator which plays a
crucial role in glucose homeostasis, lipid metabolism,
insulin sensitivity and obesity [1-3]. The physiologic
importance of FGF21 is evident from studies showing
that systemic administration of FGF21 reduces serum
and liver triacylglycerol (TAG) concentrations, body
weight and obesity in obese mice [4-6]. Hepatic expres-
sion of FGF21 is strongly up-regulated during fasting
and is rapidly suppressed by refeeding, indicating a role
of FGF21 in fasting-induced response [1-3]. In the liver,
FGF21 stimulates hepatic lipid oxidation, ketogenesis

and gluconeogenesis [1]. Recently, it has been found
that expression of FGF21 is induced by peroxisome pro-
liferator-activated receptor a (PPARa), a transcription
factor which is activated during fasting by non-esterified
fatty acids released from adipose tissue or by adminis-
tration of synthetic or natural PPARa ligands such as
fibrates or various types of fatty acids [1,3,7,8].
Oxidized lipids as components of heated or fried foods

play an important role in nutrition in industrialized
countries [9]. The ingestion of oxidized fats is generally
regarded as detrimental for health. However, some stu-
dies in rodents have shown that oxidized fats could also
exert some beneficial effects on metabolism such as a
reduction of plasma and liver TAG and cholesterol con-
centrations, a reduction of obesity and even an inhibi-
tion of atherosclerosis [10-16]. Moreover, it has been
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demonstrated that dietary oxidized fats can activate
PPARa in the liver [13,17-20].
Based on the finding that FGF21 is a target gene of

PPARa, we tested the hypothesis that feeding an oxi-
dized fat causes an induction of the expression of
FGF21 in the liver which in turn raises the possibility
that this hormonal factor is involved in several of the
effects exerted by oxidized fats. For this end, we used
samples from a recently performed experiment with pigs
which received a moderately oxidized vegetable oil [21].

Materials and methods
Animals and diets
The samples used in this study were taken from animals
of an experiment which has been recently reported in
detail [21]. The experiment included 24 six week old
pigs which were individually kept under adequate cli-
mate conditions. The pigs were allotted to two groups
of 12 each. They were fed a nutritionally adequate diet
which was composed of the following ingredients (in g/
kg diet): Wheat (181.9), barley (100), soybean meal (con-
taining 44% crude protein, 350), wheat bran (146), oil
(150), choline chloride (containing 50% choline, 1.5),
calcium hydrogen phosphate dehydrate [9], mineral and
vitamin premix (40), L-lysine (containing 50.7 lysine,
16.5), DL-methionine (3.55), L-threonine (3.36), L-tryp-
tophane (0.5). Concentrations of crude nutrients and
vitamins and minerals were in accordance with recom-
mendations for growing pigs [22]. The diets contained
16.4 MJ metabolizable energy, 224 g crude protein and
150 g of either a fresh or an oxidized oil per kg. As a
source of oxidized oil, rapeseed oil which was heated in
a domestic fryer at a temperature of 175°C for 72 h was
used. As a source of fresh oil, a mixture of fresh rape-
seed oil and fresh palm oil (91.6:8.4, w/w) was used.
This fat mixture was used in order to equalize the fatty
acid composition of the two oils (since the heating pro-
cess caused a partial loss of PUFA in the rapeseed oil).
Because the frying process caused a loss of tocopherols
in the rapeseed oil, the vitamin E concentration of the
oxidized fat was adjusted to that of the fresh fat by sup-
plementation with all-rac-a-tocopheryl acetate (the bio-
potency of all-rac-a-tocopheryl acetate is considered to
be 67% of that of a-tocopherol). The vitamin E concen-
tration in the fresh fat diet was 98 mg a-tocopherol per
kg diet, and that of the oxidized fat diet was adjusted
accordingly. Concentrations of the major fatty acids and
of some lipid peroxidation products in the fresh fat mix-
ture and the oxidized fat are shown in Table 1.
In order to avoid potential differences in food intake,

due to adverse sensoric properties of the oxidized fat, a
controlled feeding system was applied in which pigs
were offered the same amount of diet during the 29
days feeding period. Water was available ad libitum

from nipple drinkers during the entire experiment. All
experimental procedures described followed established
guidelines for the care and handling of laboratory ani-
mals and were approved by the local Animal Care and
Use Committee (Regierungspräsidium Giessen; permis-
sion no: GI 19/3 No. 49/2010).

Sample collection
After completion of the feeding period the animals were
anaesthesised and exsanguinated 2.5 h after their last
meal. Blood was collected into heparinized polyethylene
tubes and plasma was subsequently obtained by centri-
fugation of the blood (1100 x g, 10 min, 4°C). Tissue
samples from liver were dissected and stored at −80°C
until analysis.

Quantitative RT-PCR (qPCR)
The mRNA expression levels in the liver were deter-
mined as described recently in detail [21,23]. Features of
primer pairs of reference and target genes, reference
gene-stability measure M and data on qPCR perfor-
mance for each gene measured in the liver are listed in
Table 2.

Determination of FGF21
Concentrations of FGF21 in plasma and liver were
quantified by an ELISA assay kit highly specific to por-
cine FGF21 (No. E92918Po, Uscn Life Science Inc.,
Wuhan, China) according to the manufacturer’s instruc-
tions. For the measurement of FGF21 in liver, approxi-
mately 0.4 g of liver was homogenized in 3.6 mL of PBS
(71.5 mM NaCl, 99.9 mM Na2HPO4*2H2O, 26.8 mM
KCl, 17.6 mM KH2PO4). Homogenates were centrifuged
(4.000 x g, 20 min, 4°C) and the supernatants were used
for determination of FGF21 after dilution (1 + 1, vol/
vol) with PBS. Concentrations of FGF21 in liver homo-
genates were related to the protein concentrations in
the homogenates as determined by the bicinchoninic
acid (BCA) protein assay kit (Interchim, Montluçon,
France) with BSA as standard.

Table 1 Fatty acid composition and concentrations of
lipid peroxidation products in the experimental fats

Fresh fat Oxidized fat

Fatty acid composition (g fatty acid/100 g total fatty acids)

16:0 9.3 6.8

18:0 2.5 2.2

18:1 55.4 60.5

18:2 (n-6) 21.9 21.1

18:3 (n-3) 7.0 5.4

Lipid peroxidation products

Polar compounds (%) 2.82 23.1

TBARS (mmol/kg) 3.24 3.39

Peroxides (mEq O2/kg) 0.63 7.39
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Determination of 3-hydroxybutyrate
Concentration of 3-hydroxybutyrate (3-HBA) in plasma
was determined using an enzymatic reagent kit (Wako
Chemicals GmbH, Neuss, Germany). In this assay, 3-
HBA in the sample is oxidized in the presence of 3-
hydroxybutyrate dehydrogenase and thio-NAD. 3-HBA
is assayed by measuring the rate of thio-NADH produc-
tion spectrophotometrically at a wavelength of 405 nm.

Statistical analysis
Treatment effects were analyzed with one-way ANOVA
using the Minitab Statistical software Rel. 13.0 (Minitab,
State college, PA, USA). Statistical significance of differ-
ences of the mean values of the two groups of pigs was
evaluated using Student’s t test. Means were considered
tendentially different at P < 0.1 and significantly differ-
ent at P < 0.05.

Results
Concentrations of FGF21 in liver and plasma
Pigs fed the oxidized fat had an increased relative
mRNA abundance of FGF21 in the liver and an
increased concentration of FGF21 in the liver compared
to control pigs fed the fresh fat (P < 0.05, Figure 1).
Plasma concentration of FGF21 in the pigs fed the oxi-
dized fat was twice as much as in the pigs fed the fresh
fat; however, the difference was not statistically signifi-
cant due to a great standard deviation of the concentra-
tions (P < 0.1, Figure 1).

Expression of PPARa responsive genes in the liver
Pigs fed the oxidized fat had increased relative mRNA
abundance of various PPARa responsive genes such as
acyl-CoA oxidase (ACO), liver-type carnitine palmitoyl-
transferase 1 (L-CPT1) or novel organic cation transpor-
ter 2 (OCTN2) (P < 0.05, Figure 2), indicating an
activation of hepatic PPARa in these animals.

Table 2 Characteristics and performance data of the primers used for qPCR analysis and reference gene-stability
measure M

Gene Forward primer (from 5’ to 3’) Reverse primer (from
5’ to 3’)

PCR product size
(bp)

NCBI GenBank Slope R2 Efficiency M
value

Reference genes

ATP5G1 CAGTCACCTTGAGCCGGGCGA
TAGCGCCCCGGTGGTTTGC

94 NM_001025218.1 −0.2661 0.9981 1.85 0.036

GPI CACGAGCACCGCTCTGACCT
CCACTCCGGACACGCTTGCA

365 NM_214330.1 −0.2557 0.9964 1.80 0.034

RPS9 GTCGCAAGACTTATGTGACC
AGCTTAAAGACCTGGGTCTG

327 CAA23101 −0.2705 0.9994 1.86 0.036

b-Actin GACATCCGCAAGCACCTCTA
ACATCTGCTGGAAGGTGGAC

205 NM_001167795 −0.2637 0.9979 1.84 0.046

SDHA CTACGCCCCCGTCGCAAAGG
AGTTTGCCCCCAGGCGGTTG

380 DQ402993 −0.2551 0.9986 1.80 0.041

Target genes

FGF21 CGATACCTCTACACGGATGA
CGTTGTAGCCATCCTCAAGT

158 NM_001163410.1 −0.2773 0.9968 1.88 -

HMGCS2 ATGGAACGCACGCAGCTCCC
TCAGGCCCAACCAGCATGGC

323 NM_214380.1 −0.2528 0.9983 1.79 -

ACO CTCGCAGACCCAGATGAAAT
TCCAAGCCTCGAAGATGAGT

218 AF185048 −0.2495 0.9986 1.78 -

L-CPT1 GCATTTGTCCCATCTTTCGT
GCACTGGTCCTTCTGGGATA

198 AF288789 −0.2654 0.9986 1.84 -

OCTN2 TGACCATATCAGTGGGCTA
AGTAGGGAGACAGGATGCT

384 XM_003123912 −0.2517 0.998 1.79 -

Figure 1 Relative mRNA abundance of FGF21 in the liver (A)
and protein concentration of FGF21 in the liver (B) and plasma
(C) of pigs fed either a fresh fat or an oxidized fat. Bars
represent mean ± SD (n = 12/group), and are expressed as fold of
fresh fat group. *Significantly (P < 0.05) and #in tendency (P < 0.1)
different from pigs fed the fresh fat. FF, fresh fat group; FGF21,
fibroblast growth factor 21; OF, oxidized fat group
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Expression of hepatic mitochondrial b-
hydroxymethylglutaryl-CoA synthase 2 and plasma 3-HBA
concentration
Pigs fed the oxidized fat had an increased relative
mRNA abundance of mitochondrial b-hydroxymethyl-
glutaryl-CoA synthase 2 (HMGCS2) in the liver (P <
0.05, Figure 2) and an increased concentration of 3-
HBA in plasma compared to control pigs fed the fresh
fat (fresh fat: 11.8 ± 1.93 μmol/L; oxidized fat: 17.3 ±
7.35 μmol/L; P < 0.05).

Discussion
The aim of this study was to test the hypothesis that a
dietary oxidized fat induces the expression of FGF21.
For this end, we used samples of a recent experiment in
which pigs were fed rapeseed oil heated in a domestic
fryer under practical conditions [21]. Consideration of
the concentrations of lipid peroxidation products (per-
oxides, TBARS, polar compounds) indicated that the oil
used in that study was moderately oxidized and would
be acceptable for frying of foods in human nutrition.
The control fat and the oxidized fat were equalized for
their fatty acid compositions and their vitamin E con-
centrations, and feed intake and body weight body gains
of the pigs did not differ between the two groups [21].
Therefore, we can exclude the possibility that the effects
observed in this study could have been confounded by a
different intake of fatty acids or vitamin E, or by a
reduced growth rate. It is well known that over-night
starvation leads to an activation of PPARa which in

turn induces the expression of FGF21 [2,3]. As we were
interested in the effects of an oxidized fat on the expres-
sion of FGF21 without the distorting effect of fasting
induced activation of PPARa, we collected the samples
of the pigs in the fed state.
According to the hypothesis of this study, we observed

for the first time that administration of an oxidized fat
induced a strong induction of FGF21 in the liver, as
indicated by a 5-fold increase of the mRNA abundance
of that hormone in the liver. Although there is no direct
evidence for this, the induction of FGF21 in the liver
was probably mediated by activation of PPARa. In order
to assess activation of PPARa, we determined the
expression of three known PPARa target genes, namely
ACO, L-CPT1 and OCTN2. The finding that these
genes were up-regulated in the pigs fed the oxidized fat
indicates an activation of PPARa in these pigs. Activa-
tion of PPARa in the liver induced by administration of
oxidized fats has been established in rats and pigs
[13,17,19,24], although the effect in pigs in this regard is
less pronounced than in rodents due to the fact that
pigs have generally a lower expression of PPARa and
the response of many genes to PPARa activation in pigs
is much lower than in rodents [25,26].
FGF21 has been recognized as a hormonal regulator

that reduces plasma glucose and TAG concentrations,
enhances insulin sensitivity, and inhibits development of
obesity and hepatosteatosis [4-6]. Moreover, induction
of FGF21 in the liver stimulates hepatic lipidnists, indi-
cating that FGF21 and PPARa have several overlapping
effects. Indeed, there are several other metabolic effects
induced by both, FGF21 and PPARa agonists. For exam-
ple, administration of both, PPARa agonists such as
fibrates and FGF21 lowered LDL-cholesterol, raised
HDL-cholesterol, improved insulin sensitivity and pre-
vented diet-induced obesity in rhesus monkeys and
rodents [4,27-30]. Due to this striking overlap in activ-
ities, it has been suggested that FGF21 contributes to
many of the actions of PPARa agonists.
Studies in rodents have shown that many of the effects

induced by administration of FGF21 such as a reduction
of liver and plasma TAG concentrations
[10-12,18,19,31], a reduction of plasma cholesterol
[10,13,31-33], an increase in HDL-cholesterol concentra-
tion [31], a reduction of adipose mass [15], or an
increase of insulin sensitivity [34] are also induced by
dietary oxidized fat. Previous studies have shown that
dietary oxidized fats can even prevent an alcohol
induced steatosis or the development of atherosclerosis
[16,35]. In this study, we did not measure parameters of
lipid or glucose metabolism. However, recent studies
have also shown that administration of a moderately
oxidized fat lowers plasma and LDL cholesterol concen-
trations and plasma TAG concentration [36,37] and

Figure 2 Relative mRNA abundance of OCTN2, ACO, L-CPT1
and HMGCS2 in the liver of pigs fed either a fresh fat or an
oxidized fat. Bars represent mean ± SD (n = 12/group), and are
expressed as fold of relative mRNA abundance of the fresh fat
group. *Different from pigs fed the fresh fat, P < 0.05. ACO, acyl-
CoA oxidase; HMGCS2, mitochondrial b-hydroxymethylglutaryl-CoA
synthase 2; L-CPT1, liver-type carnitine palmitoyltransferase 1; FF,
fresh fat group; OCTN2, novel organic cation transporter 2; OF,
oxidized fat group

Varady et al. Lipids in Health and Disease 2012, 11:34
http://www.lipidworld.com/content/11/1/34

Page 4 of 6



increases plasma 3-HBA concentration in pigs [24].
These studies indicate that administration of an oxidized
fat exerts also effects on lipid metabolism in pigs.
Although concentrations of FGF21 in plasma and liver
were less increased than FGF21 mRNA abundance by
administration of the oxidized fat, it is likely that at
least a part of the metabolic effects observed in animals
fed an oxidized fat might be induced by FGF21. Up-reg-
ulation of HMGCS2, the key enzyme of ketogenesis, and
an increased plasma concentration of 3-HBA observed
in the pigs fed the oxidized fat in the present study,
might also be - at least in part - induced by FGF21
which is regarded as key regulator of ketogenesis [2].
Given the similarities between pigs and humans with
respect to expression of PPARa [26] as an important
regulator of FGF21 expression, the possibility exists that
a dietary regime rich in fried foods containing oxidized
fats induces hepatic expression of FGF21 in humans.
In conclusion, the present study shows for the first

time that the ingestion of a moderately oxidized oil
causes an induction of FGF21 in the liver of pigs, prob-
ably induced by activation of PPARa. This finding
opens up the possibility that at least some of the effects
observed in animals administered an oxidized fat are
induced by FGF21.
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4. Diskussion 
 

4.1 Einfluss oxidierter Fette auf den Nrf2 
 
In den eigenen Untersuchungen (Studie 1 und 2) konnte erstmals festgestellt werden, dass die 

Verabreichung oxidierter Fette eine starke Aktivierung des redox-sensitiven Transkriptionsfaktors 

Nrf2, welche über eine Erhöhung der nukleären Proteinkonzentrationen ermittelt wurde, sowohl in 

den Darmepithelzellen der Maus als auch in der Leber vom Schwein verursacht. Als Folge der Nrf2-

Aktivierung konnte ein Anstieg der hepatischen und intestinalen Expression Nrf2-abhängiger 

Zielgene, welche in die antioxidative Abwehr (wie SOD1, TXNR1) und/oder in die Phase II des 

Fremdstoffmetabolismus (wie NAD(P)H-Quinon-Oxidoreduktase-1 (NQO1), UGT1A1) involviert 

sind, beobachtet werden.  

Sowohl der Darm als auch die Leber sind durch ihre exponierte Lage permanent Fremdstoffen 

ausgesetzt. Um daraus resultierende Gewebeschäden und die Verteilung toxischer Substanzen im 

Organismus zu verhindern, sind in beiden Organen effektive Mechanismen entwickelt, um auf 

zellulären Stress zu reagieren (Rushmore und Kong, 2002). 

Der Darm ist als mechanische Barriere zwischen dem Körperinneren und der Außenwelt 

kontinuierlich gegenüber verschiedensten Mikroorganismen, Fremd- und Giftstoffen exponiert. Mit 

der Nahrung aufgenommene Lipidperoxidationsprodukte aus oxidierten Fetten können von 

Darmepithelzellen aufgenommen und über Chylomikronen und VLDL im Körper verteilt werden 

(Penumetcha et al., 2000; Staprans et al., 2003; Staprans et al., 1994; Staprans et al., 1993; Suomela et 

al., 2005; Suomela et al., 2004). Der Nrf2 übernimmt im Darm eine maßgebliche Rolle zum Erhalt und 

Schutz der intestinalen Funktion und Integrität durch die Regulation von antioxidativen und 

detoxifizierenden Enzymen und der Bildung proinflammatorischer Zytokine (McMahon et al., 2001). 

In verschiedenen Mausmodellen konnten die günstigen und substantiellen Auswirkungen einer Nrf2-

Aktivierung im Darm und der Leber herausgestellt werden (Osburn et al., 2007; Khor et al. 2008; 

Okawa et al., 2006). So waren Nrf2-knock out Mäuse aufgrund einer verminderten Expression Nrf2-

regulierter Gene, wie UGT1A1 und NQO1, und einer gleichzeitig erhöhten Expression 

inflammatorischer Zytokine im Vergleich zu Wildtyp-Mäusen anfälliger gegenüber experimentell 

induzierter Kolitis (Khor et al., 2006). 

Die Leber ist das bedeutendste Organ zur Entgiftung und Ausscheidung toxischer Substanzen im 

Rahmen des Fremdstoffmetabolismus. Während der drei Phasen werden lipophile Fremdstoffe 

endogenen und exogenen Ursprungs in hydrophilere Metaboliten transformiert, um über die Galle 

oder den Urin aus dem Organismus eliminiert zu werden. Der Nrf2 ist ein sehr bedeutender Regulator 

der Phase II-Enzyme (Itoh et al., 1997). Über die Induktion dieser detoxifizierenden Enzyme, übt er 

eine protektive Schutzfunktion aus. Deutlich wird dies in der Nrf2-null Maus, welche aufgrund einer 
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erhöhten Anfälligkeit gegenüber chemisch-induzierten oxidativen und elektrophilen Stress 

hepatische Schäden und Verletzungen aufweist (Lu et al., 2008; Xu et al., 2008). Auch die Anfälligkeit 

der Leber gegenüber der Entstehung von Krebs wird durch das Fehlen einer Nrf2-vermittelten 

Genexpression in Nrf2-defizienten Mäusen verstärkt (Ramos-Gomez et al., 2001).  

Wie aus verschiedenen Untersuchungen bekannt ist, führt die Aufnahme oxidierter Fette aufgrund 

einer vermehrten exogenen Aufnahme (Lipidperoxidationsprodukte) und endogenen Bildung von 

ROS zur Induktion von oxidativem Stress. ROS sind in der Lage den Nrf2 zu aktivieren, da sie mit 

spezifischen Cysteinresten am Keap1 interagieren, woraufhin es zur Konformationsänderung am 

Inhibitorprotein Keap1 und zur Freisetzung von Nrf2 kommt (Fourquet et al., 2010; Wakabayashi et 

al., 2004). Es ist daher sehr wahrscheinlich, dass auch in den eigenen Untersuchungen (Studie 1 

und 2) eine Aktivierung des Nrf2-Signalweges durch ROS verursacht wurde. Auch 

4-Hydroxynonenal (4-HNE) muss bei einer Aktivierung des Nrf2 durch oxidierte Fette in Betracht 

gezogen werden. 4-HNE ist eines der Hauptendprodukte der Lipidperoxidation und in die 

stressvermittelte Signaltransduktion involviert (Camandola et al., 2000; Song et al., 2001). In geringen 

Konzentrationen kann es jedoch auch zytoprotektiv wirken, in dem es die Aktivierung des Nrf2 und 

der Nrf2-vermittelten Genexpression, wie der Thioredoxinreduktase 1, bewirkt (Chen et al., 2005; 

Ishii et al., 2004). Möglicherweise wurde der Nrf2 auch direkt durch spezifische 

Lipidperoxidationsprodukte, welche im oxidierten Behandlungsfett enthalten waren, aktiviert. 

Hinweise dafür gibt es aus einer Untersuchung, in welcher Oxidationsprodukte der ω-3-Fettsäuren 

Eicosapentaensäure und Docosahexaensäure mit Thiolgruppen am Keap1 reagierten und so die 

Abdissoziierung des Nrf2 von Keap1 veranlassten (Gao et al., 2007).  

Innerhalb der Wirbeltiere ist die Familie der CNC-bZip-Proteine, zu denen auch der Nrf2 zählt, 

evolutionär hoch konserviert. So ist die DNA- und Protein-Homologie des murinen Nrf2s im 

Vergleich zum humanen Nrf2 mit 83,4 % und 82,5 % relativ stark ausgeprägt. Für das Schwein gibt es 

diesbezüglich noch keine Daten, jedoch ist die Struktur- und Sequenzhomologie zwischen Mensch 

und Schwein generell hoch (Lunney, 2007). Da eine Aktivierung des Nrf2-Signalweges durch 

oxidierte Fette sowohl in der Maus und als auch im Schwein nachgewiesen werden konnte, kann von 

einer speziesübergreifenden Wirkung der oxidierten Fette gesprochen werden. Insbesondere in der 

Leber ist eine Aktivierung der Phase II des Fremdstoffmetabolismus durch oxidierte Fette als kritisch 

zu betrachten, da viele Arzneimittel über dieselben Mechanismen metabolisiert werden. So könnte es 

zu Veränderungen in der Pharmakokinetik von Arzneimitteln mit unerwünschten Neben- und 

Wechselwirkungen kommen. Beispielsweise wäre denkbar, dass aufgrund einer gesteigerten 

Metabolisierung von Arzneimitteln durch Phase II-Enzyme die normalen Standarddosen nicht richtig 

wirken bzw. ausreichen könnten, um die erwünschte Wirkung zu erzielen.  

Eine weitere Beobachtung der eigenen Untersuchung (Studie 2), welche als kritisch zu bewerten gilt, 

ist die Beeinflussung des Schilddrüsenhormonstatus. So konnte gezeigt werden, dass die 
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Konzentration des Schilddrüsenhormons Gesamt-T4 im Plasma durch die Aufnahme des oxidierten 

Fettes sank. Die Steigerung der UGT1A1-Genexpression und der T4-UGT-Aktivität sind sehr 

wahrscheinlich ursächlich für die erniedrigten Konzentrationen an Gesamt-T4 im Plasma.  

In der Maus führte die Verabreichung spezifischer Nrf2-Aktivatoren zu einer Erhöhung der 

hepatischen UGT1A1-mRNA-Expression, was auf eine Regulation von UGT1A1 durch Nrf2 hinweist 

(Buckley et al., 2009). Eine funktionelle ARE-Sequenz konnte im UGT1A1-Promotorbereich von 

HepG2-Zellen nachgewiesen werden (Yueh und Tukey, 2007). Im Menschen sind Mitglieder der 

UGT1A-Familie, insbesondere UGT1A1 verantwortlich für die Glukuronidierung des 

Schilddrüsenhormons T4 in der Leber (Kato et al., 2008; Yamanaka et al., 2007). Beim Menschen ist 

ein Polymorphismus im Promotorbereich des UGT1A1-Gens (UGT1A1*28) bekannt, der zu einer 

verminderten hepatischen Enzymaktivität und zu erniedrigten Konzentrationen an T4-Glucuroniden 

führt (Yoder Graber et al., 2007). Dass UGT1A1 eine T4-UGT-Aktivität besitzt, konnte bisher im 

Menschen und der Ratte nachgewiesen werden (Vansell et al., 2002; Yamanaka et al., 2007). 

Die Ergebnisse der eigenen Untersuchung (Studie 2) stehen somit aber auch im Widerspruch zu 

vorangegangenen Untersuchungen, in welchen die Aufnahme oxidierter Fette zu einer Erhöhung der 

Plasmakonzentrationen von freiem T4 und Gesamt-T4 in der Ratte und im Schwein führte (Eder und 

Stangl, 2000; Eder et al., 2002; Skufca et al., 2003). Jedoch stehen sie im Einklang mit den Ergebnissen 

einer Untersuchung am Schwein, in welcher die Verabreichung von Clofibrat als synthetischen 

PPARα-Agonisten zu einem erhöhten Abbau der Schilddrüsenhormone T3 und T4 durch eine 

Steigerung der UGT-Aktivität in der Leber führte. Es wäre daher denkbar, dass auch in der eigenen 

Untersuchung nicht die Aktivierung des Nrf2 sondern die des PPARα durch oxidierte Fette 

ursächlich für den verstärkten Abbau des Hormons T4 ist. Dafür spricht auch, dass im UGT1A1-

Promotor Bindungsstellen für mehrere Transkriptionsfaktoren, wie dem PPARα, gefunden wurden 

(Buckley und Klaassen, 2009).  

Möglicherweise sind aber auch methodische Unterschiede zwischen den verschiedenen 

Untersuchungen ursächlich für die gegensätzlichen Ergebnisse. In den vorangegangen Studien, 

welche sich mit dem Einfluss oxidierter Fette auf Schilddrüsenparameter beschäftigten, wurden als 

Versuchsfette in aller Regel Sonnenblumenöl und Schweinefett/-schmalz verwendet, welche 

wesentlich stärker oxidiert waren, wie an den gemessenen Lipidperoxidationsprodukten zu erkennen 

ist. Im Gegensatz dazu wurde in der eigenen Untersuchung (Studie 2) erstmals Rapsöl verwendet, 

welches nur sehr moderat erhitzt wurde. Es ist daher denkbar, dass verschiedenartige Fette mit 

verschiedenen Oxidationsgraden auch unterschiedliche Wirkungen im Organismus vermitteln. Zur 

genauen Beurteilung dieser Effekte und aufgrund der inkonsistenten Datenlage wären weitere 

Untersuchungen zur Klärung des Einflusses oxidierter Fette auf den Schilddrüsenhormonstatus 

notwendig. 
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Aus der Literatur gibt es Hinweise, dass der Nrf2 mit verschiedenen anderen Signalwegen interagiert, 

insbesondere mit dem des NF-κB (Kratschmar et al., 2012; Levy und Forman, 2010; Venugopal und 

Jaiswal, 1996). Für diese beiden Transkriptionsfaktoren sind größtenteils antagonisierende Effekte 

bekannt (Li et al., 2008; Yang et al., 2012). Die Regulation der redox-sensitiven 

Transkriptionsfaktoren ist sehr wahrscheinlich abhängig von der Höhe der ROS-Exposition, den 

intrazellulären antioxidativen Kapazitäten und den Veränderungen im zellulären Redoxpotential. So 

scheint in der frühen Phase des oxidativen Stresses bzw. bei mildem oxidativen Stress, welcher nur 

mit einer geringen Veränderung des zellulären Redoxpotentials einhergeht, die Aktivierung des Nrf2-

Signalwegs zur Wiederherstellung der zellulären Homöostase die vorherrschende Rolle zu spielen. 

Zahlreiche potente Aktivatoren des Nrf2, sogenannte chemopräventive Substanzen, wie das 

Isothiocyanat Sulforaphan, welche geringe Veränderungen im Redoxstatus der Zelle bewirken, üben 

eine gleichzeitige Hemmung auf den NF-κB und die Expression seiner Zielgene aus (Heiss et al., 2001; 

Karuri et al., 2006). Wahrscheinlich geschieht dies über eine Hemmung der Phosphorylierung des 

NF-κB-Inhibitors IκB (Xu et al., 2005). Zahlreiche Studien weisen auch auf eine zentrale Rolle des 

Nrf2 zum Schutz vor inflammatorischen Prozessen und Schädigungen hin. Eine Aktivierung des Nrf2 

ist essentiell, um eine koordinierte und kontrollierte Aktivierung der NF-κB-vermittelten Induktion 

proinflammatorischer Zytokine zu gewährleisten. So kann in Nrf2-knock out und Nrf2-defizienten 

Mäusen im Vergleich zu Wildtyp-Mäusen eine überschießende Aktivierung des NF-κB mit erhöhten 

Konzentrationen an proinflammatorischen Markern, wie Interleukin (IL)-6, Tumor necrosis factor 

(TNF)-α, inducible nitric oxide synthase (iNOS) und Cytochrome c oxidase (COX-2) beobachtet werden 

(Khor et al., 2006; Osburn et al., 2007).  

Starker oxidativer Stress führt hingegen nicht zur Aktivierung des Nrf2-Signalweges (Garbin et al., 

2009). Vielmehr steht hier die Aktivierung des NF-κB-Signalweges im Vordergrund. In diesem 

Zusammenhang konnte nachgewiesen werden, dass der NF-κB/p65 ist in der Lage ist, den Nrf2/ARE-

Signalweg zu supprimieren, indem er die Bindung von Nrf2 an seinen Coaktivator CRB verhindert 

und weiterhin die Rekrutierung des Corepressors Histondeacetylase 3 an ARE veranlasst (Liu et al., 

2008).       

Es gibt in der Literatur jedoch auch Hinweise auf eine simultane Aktivierung beider 

Transkriptionsfaktoren. Viele pathologische Stimuli, wie z.B. ROS, sind potente Aktivatoren sowohl 

von Nrf2 als auch von NF-κB (Gloire et al., 2006; Itoh et al., 1997). Auch einige Enzyme, wie 

Hämoxygenase (HO)-1, Glutathionperoxidase (GPX)1 und SOD1 enthalten sowohl ARE- und als auch 

κB-Sequenzen in ihrer Promotorregion, so dass eine Aktivierung dieser Gene durch beide 

Transkriptionsfaktoren möglich ist (Banning et al., 2005; Dreger et al., 2009; Inamdar et al., 1996; 

Lavrovsky et al., 1994; Rojo et al., 2004).  

In moderaten und starken Rauchern konnte eine negative Korrelation für die Proteinexpressionen von 

Nrf2 und NF-κB festgestellt werden (Garbin et al., 2009). Im Vergleich zu Nichtrauchern führte in 

jungen Rauchern der Konsum von 5-10 Zigaretten täglich zu einer simultanen Aktivierung des Nrf2- 
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und des NF-κB-Signalweges. Bei starkem Zigarettenkonsum mit 25-40 Zigaretten täglich konnte 

hingegen nur noch eine Aktivierung des NF-κB festgestellt werden. Die Nrf2-Proteinkonzentrationen 

pegelten sich in Höhe der Nichtraucher ein. Der erhöhte oxidative Stress ausgelöst durch starkes 

Rauchen verursachte wahrscheinlich die bekannte negative Regulierung des Nrf2 durch den NF-κB.  

Diese  Beobachtungen an moderaten Rauchern sind in guter Übereinstimmung mit den eigenen 

Ergebnissen (Studie 1 und 2), welche ebenfalls eine simultane Aktivierung beider 

Transkriptionsfaktoren aufzeigen. Möglicherweise verursachte die Aufnahme der moderat oxidierten 

Fette nur milde bis mäßige Veränderungen im zellulären Redoxstatus in der Leber und den 

Darmepithelzellen. In Analogie zu den Starkrauchern ist daher denkbar, dass bei Aufnahme eines 

stärker oxidierten Fettes eine noch stärkere NF-κB-Aktivierung und eine Hemmung des Nrf2 hätten 

nachgewiesen werden können. 

 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass in den eigenen Untersuchungen (Studie 1 und 2) 

erstmals eine Aktivierung des Nrf2-Signalweges durch oxidierte Fette, welche unter 

Frittierbedingungen hergestellt wurden, ermittelt werden konnte. Somit scheint der Nrf2 das 

mechanistische Bindeglied zwischen dem durch die Aufnahme oxidierter Fette verursachten 

oxidativen Stress und der Aktivierung zellulärer Adaptationsreaktionen durch die Induktion 

antioxidativer und detoxifizierender Enzyme zu sein.   

Eine Aktivierung des Nrf2-Signalweges wird in der Literatur überwiegend als günstig für den 

Organismus gewertet, da durch eine Aktivierung einer Vielzahl von zytoprotektiven Enzymen 

Schäden durch ROS oder anderen Toxinen an Biomolekülen verhindert bzw. vermindert werden 

können (Baird et al., 2011; Kim et al., 2010; Kwak und Kensler, 2010). Im Hinblick auf eine verstärkte 

Phase II-Metabolisierung und eine Beeinflussung des Schilddrüsenhormonstatus ist die Aktivierung 

des Nrf2 durch oxidiertes Fett in den eigenen Untersuchungen eher als ungünstig für den Organismus 

zu bewerten. Die koordinierte simultane Aktivierung des NF-κB- und Nrf2-Signalweges in der Leber 

und den Darmepithelzellen stellt vielmehr einen adaptiven und protektiven Mechanismus dar, um 

den negativen Wirkungen der oxidierten Fette entgegenzuwirken.  

 

4.2 Einfluss oxidierter Fette auf den NF-κB 
 

In den eigenen Untersuchungen (Studie 1 und 2) konnte erstmals festgestellt werden, dass die 

Verabreichung oxidierter Fette eine starke Aktivierung des redox-sensitiven Transkriptionsfaktors 

NF-κB, welche über eine Erhöhung der nukleären Proteinkonzentrationen ermittelt wurde, sowohl in 

den Darmepithelzellen der Maus als auch in der Leber vom Schwein verursacht. In diesem 

Zusammenhang konnte ein Anstieg der Expression antioxidativer und oxidativer Stress-responsiver 

Gene, welche in Teilen auch durch den NF-κB reguliert werden, beobachtet werden.  
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Ursächlich für die Aktivierung des redox-sensitiven NF-κB in der Leber und den Darmepithelzellen 

ist mit hoher Wahrscheinlichkeit die Aufnahme von Lipidperoxidationsprodukten aus dem 

oxidierten Fett und der daraus resultierende oxidative Stress, welcher mit einer verstärkten Bildung 

von ROS einhergeht (Gloire et al., 2006). Außerdem ist eine direkte Aktivierung des NF-κB durch 

Bestandteile des oxidierten Fettes, wie 13-HPODE, denkbar (Natarajan et al., 2001). 

Der NF-κB übernimmt im Organismus wichtige Funktionen in physiologischen und 

pathophysiologischen Prozessen. Er ist einer der zentralen Regulatoren der proinflammatorischen 

Genexpression. Eine erhöhte nukleäre Lokalisation und verstärkte Aktivität des NF-κB zeigt sich bei 

einer Reihe von Krankheiten, wie chronisch-entzündlichen Darmerkrankungen (CED), rheumatoider 

Arthritis oder Psoriasis (Ardite et al., 1998; Johansen et al., 2005; Makarov, 2001). Im Rahmen 

inflammatorischer Prozesse im Darm kommt dem NF-κB durch die Induktion der Expression 

proinflammatorischer Gene, wie Zytokine, Chemokine und Adhäsionsmolekülen eine pathogene 

Rolle zu. So kann in Patienten mit CED die Aktivierung des NF-κB und Sekretion 

proinflammatorischer Zytokine im Darm nachgewiesen werden (Schreiber et al., 1998). Eine 

Inhibierung der NF-κB-Aktivität kann zur Verbesserung von intestinalen Entzündungszuständen, 

wie der Colitis, führen (Herfarth et al., 2000).  

Gleichzeitig kommen dem NF-κB aber auch protektive Funktionen im Darm zu, indem er als 

wichtiger Regulator der intestinalen Immunhomöostase und Integrität der Darmepithelzellen 

fungiert (Pasparakis, 2008; Spehlmann und Eckmann, 2009). Eine Inhibierung der NF-κB-Aktivität 

speziell in den Darmepithelzellen kann zu Störungen in der Homöostase und zum Auslösen 

inflammatorischer Prozesse führen (Nenci et al., 2007). In Mäusen mit einer spezifischen Inhibierung 

des NF-κB in Darmepithelzellen durch Ablation von NEMO kommt es aufgrund einer gesteigerten 

Apoptoserate von Kolonepithelzellen und einer beeinträchtigten Bildung antimikrobieller Peptide zur 

Translokation von Bakterien in die Mukosa und somit zur Entwicklung starker CED (Nenci et al., 

2007). Auch in der Leber scheint die NEMO-abhängige Aktivierung des NF-κBs wichtige 

physiologische Funktionen zu vermitteln. Die Ablation von NEMO fördert die Entwicklung 

chronischer Hepatitis, welche sich durch eine gesteigerte Apoptoserate von Hepatozyten, 

Entzündungen und Steatose äußert und schließlich in die Entstehung von Leberkrebs mündet 

(Luedde et al., 2007). 

Die eigenen Ergebnisse (Studie 1 und 2) stehen im Widerspruch zu einer vorangegangenen 

Untersuchung, welche sich mit dem Einfluss eines oxidierten Fettes auf inflammatorische Prozesse 

im Darm vom Schwein beschäftigte (Ringseis et al., 2007b). Obwohl es in dieser Untersuchung 

Anzeichen für oxidativen Stress, wie erhöhte Lipidperoxidationsprodukte und erniedrigte 

Konzentrationen an Antioxidantien gab, konnte keine Aktivierung des NF-κB in den 

Darmepithelzellen ermittelt werden. Möglicherweise war der durch die Aufnahme des oxidierten 
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Fettes ausgelöste oxidative Stress zu schwach bzw. reichten die Kapazitäten des antioxidativen 

Abwehrsystems aus, um die NF-κB-vermittelte Signaltransduktion nicht einzuleiten.   

Für die unterschiedlichen Ergebnisse bezüglich einer NF-κB-Aktivierung in den Darmepithelzellen 

könnte die Art der Verabreichung des Versuchsfettes ursächlich sein. Während die Schweine das 

oxidierte Fett im Futter gemischt aufnahmen, wurde den Mäusen der eigenen Untersuchung 

(Studie 1) das Versuchsfett per Schlundsonde verabreicht, was zu einer direkten Exposition des 

Darms gegenüber dem oxidierten Fett ohne störende Futterkomponenten führte. Bezogen auf das 

Körpergewicht hatte die Maus im Vergleich zum Schwein auch eine wesentlich höhere Menge der 

Versuchsfette aufgenommen.   

PPARα und PPARγ sind in die Kontrolle und Regulation inflammatorischer Prozesse involviert. Ihre 

anti-inflammatorischen Wirkungen können sie u. a. über die Transrepression des NF-κB-Signalweges 

vermitteln. Der PPARγ vermittelt seine antagonisierenden Eigenschaften wahrscheinlich über die 

Bildung eines Repressorkomplexes in der Promotorregion der NF-κB-Zielgene oder durch direkte 

Bindung an die p50- und p65-Untereinheiten des NF-κB, wodurch dessen transkriptionelle Aktivität 

verloren geht (Chung et al., 2000; Li et al., 2000). Die Verabreichung synthetischer PPARγ-Liganden, 

wie Rosiglitazon, führt in Tiermodellen und Patienten mit chronisch-inflammtorischen Krankheiten, 

wie ulcerativer Colitis und rheumatoider Arthritis, zur Reduktion inflammatorischer Prozesse und 

Verminderung inflammatorischer Marker, wie Zytokinen und Adhäsionsmolekülen (Kawahito et al., 

2000; Lewis et al., 2001). Auch für den PPARα sind in der Literatur verschiedene molekulare 

Mechanismen beschrieben, über welche er den NF-κB-Signalweg antagonisieren kann. So ist PPARα 

in der Lage, inaktive Komplexe mit der NF-κB-Untereinheit p65 zu bilden und die mRNA- und 

Protein-Expression des Inhibitorproteins IκBα zu induzieren, wodurch die Bindung des NF-κB an die 

DNA verringert wird (Delerive et al, 2000; Delerive et al., 1999). 

Um zu überprüfen, ob auch in den eigenen Untersuchungen (Studie 1 und 2) eine Aktivierung der 

PPARs durch oxidiertes Fett eine Transrepressionsaktivität auf den NF-κB ausübt, wurde zusätzlich 

die hepatische und intestinale mRNA-Expression PPAR-responsiver Gene bestimmt. Die 

vorherrschende PPAR-Isoform in der Leber ist der PPARα, wohingegen in den Darmepithelzellen 

hohe Expressionsraten an PPARγ zu finden sind. Dass oxidierte Fette in der Lage sind, den PPARα 

und PPARγ in diesen Geweben zu aktivieren, konnte bereits in verschiedenen Untersuchungen an 

Nagern und im Schwein nachgewiesen werden (Ringseis et al., 2007b; Luci et al., 2007; Sülzle et al., 

2004). 

Das Ausmaß der ermittelten PPAR-Aktivierung (Studie 1 und 2) war in den Darmepithelzellen der 

Maus stärker als in der Leber vom Schwein. Diese Beobachtung kann verschiedene Gründe zur 

Ursache haben. Einerseits zählt die Maus im Gegensatz zum Schwein zur proliferierenden Spezies. 

Somit sind auch die Effekte einer PPARα-abhängigen Aktivierung generell stärker. Andererseits war 

das Versuchsfett der Maus stärker oxidiert als das Versuchsfett vom Schwein. Möglicherweise waren 
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deshalb in dem Fett mehr Lipidperoxidationsprodukte enthalten, welche als Liganden der PPARs 

fungierten.  

Die Aktivierung des PPAR-Signalweges konnte jedoch weder in der Leber noch in den 

Darmepithelzellen die Aktivierung NF-κB-Signalweges hemmen, was die Stärke des durch oxidierte 

Fette verursachten oxidativen Stresses in den betreffenden Geweben deutlich macht. 

Zusammenfassend kann daher festgestellt werden, dass die Aufnahme unter Frittierbedingungen 

hergestellter oxidierter Fette zur Aktivierung des NF-κB-Signalweges im Darm und der Leber führt. 

 

4.3 Einfluss eines oxidierten Fettes auf den FGF21 
 

Die Bedeutung des FGF21 als metabolischer Regulator konnte erstmals in vitro in murinen 3T3-L1- und 

primären humanen Adipozyten beschrieben werden, wo die Behandlung mit rekombinantem FGF21 

die insulinunabhängige Glukoseaufnahme durch die Erhöhung der Transkript- und Proteinmenge des 

Glukosetransporters (GLUT)1 stimulierte (Kharitonenkov et al., 2005). In zahlreichen 

Untersuchungen an genetisch modifizierten (ob/ob, db/db) und diätinduzierten Mausmodellen für 

Diabetes mellitus Typ II und Fettleibigkeit ließ sich ein positiver Einfluss einer systemischen 

Verabreichung von rekombinantem FGF21 auf metabolische Parameter und Zustände, wie die 

Glukosetoleranz, die Insulinsensitivität, das Lipidprofil in Plasma und Leber, die hepatische Steatose 

sowie auf Körpermasse und -fettanteil, feststellen (Coskun et al., 2008; Xu et al., 2009a; Xu et al., 

2009b; Berglund et al., 2009). Ähnliche Ergebnisse zeigten sich in einer weiterführenden 

Untersuchung an diabetischen Rhesusaffen, in welchen die Plasmakonzentrationen an Glukose, 

Insulin und Triglyceriden und low density lipoprotein (LDL)-Cholesterin ab- und an high density lipoprotein 

(HDL)-Cholesterin zunahmen und die Körpermasse der Tiere moderat sank (Kharitonenkov et al., 

2007).   

Vergleichbare positive Wirkungen auf verschiedene metabolische Parameter zeigen sich durch die 

Verabreichung synthetischer PPARα-Agonisten, wie den Fibraten. So können sie ebenfalls eine 

Verbesserung des Lipidprofils durch Triglycerid- und LDL-Cholesterin-senkende Wirkungen, eine 

Erhöhung des HDL-Cholesterins sowie eine Verbesserung der Insulinsensitivität und hepatischen 

Steatose in Nagern und Rhesusaffen hervorrufen (Chou et al., 2002; Tsuchida et al., 2005; Winegar et 

al., 2001). Diese günstigen Wirkungen der Fibrate macht man sich seit einiger Zeit in der 

Humantherapie zur Behandlung von Hypercholesterinämie und Hypertriglyceridämie zu nutze. 

Die zentrale Funktion des PPARα in der Regulation des Lipidstoffwechsels und der Adaptation des 

Stoffwechsels an das Fasten und Hungern durch die direkte Induktion der Transkription von Genen, 

welche in die Aufnahme, den Transport und die Oxidation von Fettsäuren sowie in die 

Ketonkörperproduktion involviert sind, ist hinreichend bekannt (Mandard et al., 2004).   
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Dass der hepatische FGF21 unter der Kontrolle des PPARα steht, konnte in verschiedenen 

Untersuchungen belegt werden. So führte in Wildtyp-Mäusen eine durch Fasten oder WY-14,643 

verursachte Aktivierung des PPARα zur Induktion des FGF21, während in PPARα-defizienten 

Mäusen mit einer sehr niedrigen basalen Expression an FGF21 dieser Effekt ausblieb (Lundåsen et al., 

2007). In vitro stimulierte die Behandlung von humanen Primärhepatozyten mit WY-14,643 als 

synthetischen PPARα-Agonisten die FGF21-mRNA Expression (Lundasen et al., 2007). Auch im 

Menschen selbst ist eine Induktion des FGF21 nach PPARα-Aktivierung beschrieben. In 

hypertriglyzeridämischen Patienten führte die Gabe von Fenofibrat neben der triglyceridsenkenden 

Wirkung zu einer mäßigen, jedoch signifikanten Erhöhung der Konzentration an FGF21 im Serum 

(Gälman et al., 2008). Ebenso konnte eine durch längeranhaltendes Fasten induzierte Erhöhung der 

FGF21-Serumspiegel im Menschen nachgewiesen werden (Gälman et al., 2008). In einem weiteren 

Fastenversuch mit Wildtyp-Mäusen sank die gesteigerte FGF21-mRNA-Expression durch Gabe von 

Futter rasch zu ihren Ausgangswerten zurück (Inagaki et al., 2007; Badman et al., 2007). Putative 

PPREs konnten in der Promotorregion des murinen und humanen FGF21-Gens identifiziert werden 

(Lundasen et al., 2007).  

Transgene Mäuse, welche FGF21 überexprimieren, sind geschützt vor diätinduzierter 

Gewichtszunahme (Kharitonenkov et al., 2005). Im Vergleich zu Wildtyp-Mäusen zeigen sie eine 

gesteigerte Ketonkörperproduktion und deutlich reduzierte Plasmakonzentrationen an Cholesterin, 

Glukose und Insulin im Plasma (Inagaki et al., 2007).  

In PPARα knock out- und leberspezifischen FGF21 knock down-Tieren kommt es zur Ausbildung 

sehr ähnlicher Symptome. So zeigen Mäuse mit leberspezifischem FGF21-knock down unter einer 

ketogenen Diät eine verminderte Expression der Gene der peroxisomalen β-Oxidation (z.B. ACO), 

des Fettsäuretransportes ins Mitochondrium (z.B. L-Carnitin-Palmitoyltransferase (CPT)1) und der 

Ketonkörpersynthese (mitochondriale 3-Hydroxy-3-Methylglutaryl-CoA Synthase (HMGCoAS2)), 

welche mit der Entwicklung einer Fettleber, Lipämie, Abnahme an Ketonkörpern und Erhöhung von 

Triglyceriden und Cholesterin im Serum einhergeht (Badman et al., 2007). Fastende PPARα knock 

out-Mäuse leiden ebenfalls unter einer beeinträchtigten β-Oxidation und Ketogenese sowie 

vermehrter hepatischer Lipidakkumulation, wodurch es zur Ausbildung von Hypoketonämie, 

Hypoglykämie und hepatischer Steatose kommt (Hashimoto et al., 2000; Kersten et al., 1999; Leone et 

al., 1999). Diese Symptome lassen sich durch eine systemische Verabreichung von rekombinantem 

FGF21 vermindern. Dabei konnte in Wildtyp- und PPARα knock out-Mäusen eine Erhöhung der 

Konzentrationen an β-Hydroxybutyrat und eine entsprechende Abnahme der 

Triglyceridkonzentrationen im Serum beobachtet werden (Badman et al., 2007; Inagaki et al., 2007).  

Diese zusammengefassten Literaturergebnisse deuten auf eine wesentliche Rolle des FGF21 als 

PPARα-abhängigen Regulator der Ketogenese und Fettsäureoxidation hin.  

Dass oxidierte Fette charakteristische Bestandteile enthalten, welche potente Liganden des 

hepatischen PPARα darstellen, konnte in zahlreichen Untersuchungen an der Ratte und am Schwein 
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nachgewiesen werden (Luci et al., 2007; Sülzle et al., 2004). So konnte durch die Verabreichung 

oxidierter Fette u. a. eine Erhöhung der Transkription klassischer PPARα-Zielgene, welche in den 

Lipidstoffwechsel (ACO, L-CPT1, Stearoyl-CoA Desaturase (SCD)) und die Ketogenese 

(HMGCoAS2) involviert sind, eine Senkung der Lipide (Triglyceride und Cholesterin) in Leber und 

Plasma und eine Erhöhung des Ketonkörpers β-Hydroxybutyrat beobachtet werden (Chao et al., 

2001; Luci et al., 2007; Sülzle et al., 2004). Auch der FGF21 ist im Rahmen der Adaptation des 

Stoffwechsels während des Fastens in die Regulation der hepatischen Glukoneogenese, Ketogenese 

und Fettsäureoxidation und der Lipolyse im Fettgewebe involviert (Badman et al., 2007; Inagaki et al., 

2007; Potthoff et al., 2009). Die Ergebnisse dieser Untersuchungen zeigen, dass der PPARα in die 

Regulation des hepatischen FGF21 involviert ist. Eine Aktivierung des PPARα durch Fasten, ketogene 

Diät oder synthetische Agonisten führt zur Induktion des FGF21. Weiterhin ist auffällig, dass sowohl 

FGF21 als auch oxidierte Fette verschiedene Wirkungen im Lipid- und Ketonkörperstoffwechsel 

vermitteln und eine Vielzahl der hervorgerufenen metabolischen Effekte, welche über eine 

Verabreichung von FGF21 verursacht werden, ebenso durch oxidierte Fette hervorgerufen werden. 

Dazu zählen u. a. die Reduktion der Triglyzeridkonzentrationen im Serum und der Leber, die 

Reduktion von Plasmacholesterin, Erhöhung der Konzentration an β-Hydroxybutyrat im Plasma und 

die Verbesserung einer hepatischen Steatose. Sowohl der PPARα als auch der FGF21 sind in die 

hepatische Stimulation der Fettsäureoxidation, Ketogenese und Glukoneogenese involviert. 

In den eigenen Untersuchungen (Studie 3) konnte erstmals gezeigt werden, dass die Fütterung eines 

moderat oxidierten Fettes den FGF21 in der Leber vom Schwein induziert. Die Erhöhung der FGF21-

Transkription und der FGF21-Proteinmenge zeigt eine Steigerung der Synthese dieses Proteins in der 

Leber durch das oxidierte Fett. Da die Konzentration an FGF21 im Serum mit der hepatischen FGF21-

Genexpression positiv korreliert (Badman et al., 2007) und in den eigenen Untersuchungen eine 

tendentielle Erhöhung der Proteinkonzentration an FGF21 im Plasma ermittelt werden konnte, ist 

davon auszugehen, dass auch die hepatische Sekretion von FGF21 in die Zirkulation durch das 

oxidierte Fett gesteigert wurde. Die Aktivierung des PPARα durch oxidiertes Fett, welche über eine 

Erhöhung der Transkription typischer PPARα-Zielgene festgestellt wurde (ACO, L-CPT1, novel 

organic cation transporter (OCTN)2), führte vermutlich zur Induktion des FGF21. Die beobachtete 

ketogene Stoffwechselreaktion auf das oxidierte Fett, an der Erhöhung der Transkription des 

Schlüsselenzyms der Ketogenese (HMGCoAS2) und der tendentiellen Erhöhung der Konzentration 

des Ketonkörpers β-Hydroxybutyrat im Plasma zu erkennen, wird vermutlich auch, zumindest 

teilweise über den FGF21 vermittelt.  

Zusammenfassend kann daher festgestellt werden, dass einige der metabolischen Wirkungen, welche 

durch die Verabreichung oxidierter Fette beobachtet werden können, anscheinend auch über eine 

Induktion des FGF21 vermittelt werden. 
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Die vergleichsweise moderaten Effektstärken der Expression PPARα-relevanter Zielgene der eigenen 

Untersuchung im Vergleich zu Nagern (Chao et al., 2001; Koch et al., 2007; Luci et al., 2007; Sülzle et 

al., 2004) sind vermutlich sowohl in der generell niedrigeren Expression des PPARα im Schwein als 

auch in der Verwendung eines nur moderat erhitzten Behandlungsfettes, wie an den ermittelten 

Fettkennzahlen ersichtlich ist, begründet. Die Plasmakonzentrationen an FGF21 der Kontrollgruppe 

der eigenen Untersuchung sind jedoch in sehr gutem Einklang mit Werten, wie sie für einen gesunden 

Erwachsenen beschrieben werden konnten (Li et al., 2010).  

Da der Mensch ebenso wie das Schwein zur nicht-proliferierenden Spezies gehört (S. 7-8) und der 

FGF21 unter der Kontrolle des hepatischen PPARα liegt, ist mit hoher Wahrscheinlichkeit davon 

auszugehen, dass die Aufnahme einer Kost reich an oxidierten Fetten auch im Menschen zur 

Induktion des FGF21 führt. 
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4.4 Schlussfolgerungen 
 

Der Einfluss oxidierter Fette auf den Organismus stellt trotz einer Vielzahl an bereits durchgeführten 

Untersuchungen nach wie vor einen hochaktuellen Forschungsschwerpunkt im Bereich der 

Humanernährung dar. Durch den anhaltend hohen und stetig steigenden Konsum an Lebensmitteln, 

die oxidierte Fette enthalten und ihrem regulatorischen Einfluss auf den Metabolismus, besteht 

gerade zu den Wirkmechanismen oxidierter Fette ein besonderes Interesse an der weiterführenden 

Aufklärung.  

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen erstmals, dass oxidierte Fette ihre Wirkungen über 

eine gleichzeitige, koordinierte Aktivierung der redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren Nrf2 und 

NF-κB vermitteln. In diesem Zusammenhang konnten auch eine gesteigerte Genexpressionen und 

erhöhte Aktivitäten von Enzymen, welche antioxidative, detoxifizierende oder proinflammatorische 

Funktionen übernehmen, ermittelt werden. Dabei konnte nachgewiesen werden, dass in beiden 

untersuchten Spezies in den jeweiligen Organen die gleichen Mechanismen mit teilweise ähnlichen 

Effektstärken unabhängig von der Art des oxidierten Fettes aktiviert werden. Dies hebt die 

substantielle Bedeutung dieser grundlegenden Mechanismen in der zellulären Stressantwort hervor. 

Somit stellen diese beiden Transkriptionsfaktoren wahrscheinlich die bisher unbekannten 

funktionellen Bindeglieder zwischen dem durch die Aufnahme oxidierter Fette verursachten 

oxidativen Stress und der Aktivierung zellulärer Stressreaktionen durch die Induktion antioxidativer, 

detoxifizierender und proinflammatorischer Enzyme dar.    

Um eine hohe Übertragbarkeit der erzielten Ergebnisse auf den Menschen zu gewährleisten, wurden 

die beiden in dieser Arbeit ausgewählten Fette, welche in der menschlichen Ernährung auch zum 

Frittieren von Lebensmitteln Einsatz finden,  unter möglichst praxisnahen Bedingungen hergestellt. 

Die im Schweinversuch (Studie 2 und 3) täglich verfütterte Menge an oxidiertem Fett, die mit 15 % 

in der Diät rund 35-Energie % leistete, ist ebenfalls eine durchaus relevante Größe in der 

Humanernährung. Extrapoliert man diese Werte auf den Menschen mit einem durchschnittlichen 

Energiebedarf von 2000 kcal/d, so kann dieser über eine einzige Mahlzeit frittierter Lebensmittel mit 

exemplarisch 200 g Geflügelnuggets (durchschnittlich 28 % Fett) und 200 g Pommes 

(durchschnittlich 10 % Fett) die entsprechende Menge an oxidierten Fetten verzehren. Vor allem die 

Ernährungsweise der westlichen Bevölkerung zeichnet sich aufgrund des hohen Fast Food-Konsums 

durch einen hohen Anteil an oxidierten Fetten aus. Daher ist es für einen Menschen durchaus 

möglich, täglich diese Mengen über die Nahrung aufzunehmen. Die im Schweineversuch 

beobachteten Effekte oxidierter Fette wären demnach sehr wahrscheinlich auch im Menschen 

nachweisbar.  

Generell stellen die verwendeten Spezies Maus und Schwein in der wissenschaftlichen Praxis 

etablierte Modelltiere dar und eignen sich besonders, um grundlegende Mechanismen zu erforschen. 
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Zudem zeichnen sie sich durch hohe Sequenzhomologien im Vergleich zum Menschen aus, so dass 

von einer hohen Übertragbarkeit der erzielten Ergebnisse oxidierter Fette auf den Menschen 

ausgegangen werden kann (Waterston et al., 2002; Swindle et al., 2012). Gleichwohl steht das 

Schwein dem Menschen aufgrund genetischer, anatomischer und physiologischer Merkmale näher 

und stellt damit das besser geeignetere Modelltier dar, um Rückschlüsse auf den Menschen ziehen zu 

können. So bestehen auch hinsichtlich der Expression des PPARα Unterschiede zwischen der Maus 

als Vertreter der proliferierenden Spezies und dem Schwein als Vertreter der nicht-proliferierenden 

Spezies, so dass hier die Übertragbarkeit der Ergebnisse von der Maus auf den Menschen begrenzt ist 

(siehe S. 7). 

Die Aktivierung des Nrf2 und seiner ARE-abhängigen Zielgene im Organismus wird in der 

wissenschaftlichen Literatur überwiegend als günstig bewertet. In diesem Zusammenhang wird 

häufig die Hormesistheorie angeführt, in welcher der Nrf2 eine Schlüsselrolle spielt. Diese Theorie 

besagt, dass die Toxizität eines Stoffes von dessen Konzentration abhängig ist, wobei geringe 

Konzentrationen eine positive Wirkung haben können, da sie zur Adaptation an den milden oder 

transienten Stress eine zelluläre Stressantwort im Organismus auslösen. Diese Stoffe, auch Stressoren 

genannt, zu denen z.B. Flavonoide und Isothiocyanate zählen, aktivieren den Nrf2 und die ARE-

abhängige Genexpression, wodurch z. B. antioxidative und Phase II-Enzyme aktiviert werden und die 

zytoprotektive Kapazität der Zelle ansteigt. Dabei spielt häufig die gleichzeitige Inhibierung des 

NF-κB eine Rolle, wobei die zugrunde liegenden Signalkaskaden bisher nur unzureichend verstanden 

sind. Übersteigt die Konzentration der Stressoren jedoch ein gewisses Maß, reicht die Kapazität der 

zellulären Schutzmechanismen nicht mehr aus und es kann zu negativen Auswirkungen kommen.  

Da jede Nahrungsaufnahme per se einen gewissen oxidativen Reiz auslöst, herrscht im Darm eine 

basale Nrf2-Aktivierung vor, welche essentiell für die Aufrechterhaltung der Darmintegrität und zum 

Schutz des Organismus vor schädlichen Fremdstoffen und oxidativen Stress ist. Die in Studie 1 

beobachtete Nrf2-Aktivierung im Darm durch oxidierte Fette könnte daher noch als normale 

physiologische Stoffwechselreaktion gewertet werden. Da allerdings auch eine Aktivierung des 

NF-κB und die Induktion proinflammatorischer Enzyme festgestellt werden konnte, kann daraus 

geschlossen werden, dass der durch das oxidierte Fett ausgelöste oxidative Stress ein gewisses Maß 

überstieg und es zur Einleitung inflammatorischer Prozesse kam. Die Aktivierung der redox-

sensitiven Signalwege in der Leber in Studie 2 deutet darauf hin, dass die antioxidative Kapazität im 

Darm nicht ausreichend war und Stressoren in den Organismus gelangen konnten. Die in der Leber 

ermittelte Aktivierung antioxidativer Enzyme und der Phase II-Enzyme des Fremdstoffmetabolismus 

zeigt, dass der Organismus bestrebt ist, die in den Stoffwechsel gelangten oxidierten Fette und deren 

Oxidationsprodukte zu detoxifizieren bzw. das durch vermehrte ROS-Bildung gestörte 

Redoxpotential der Zelle über die Induktion der entsprechenden Enzyme wieder herzustellen. Das 

Ausmaß der Enzymaktivierung war dabei so stark, dass Auswirkungen auf den 
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Schilddrüsenhormonstatus ermittelt werden konnten. Ein deutliches Zeichen für verstärkten 

oxidativen Stress war auch die Abnahme der Vitamin E-Konzentrationen in der Leber und im Plasma.  

Da in den eigenen Studien mit oxidierten Fetten neben der Nrf2-Aktivierung auch eine Aktivierung 

des NF-κB festgestellt werden konnte, ist davon auszugehen, dass oxidierte Fette ein höheres Maß an 

oxidativem Stress als die anderen o. g. Nrf2-Induktoren auslösen. Die koordinierte Aktivierung der 

beiden Transkriptionsfaktoren im Darm und der Leber diente wahrscheinlich der Adaptation an den 

gesteigerten oxidativen Stress und der Protektion der Organe, um ROS-vermittelte oxidative 

Schädigungen durch die Aufnahme der oxidierten Fette zu verhindern.  

 

Erstmals konnte im Rahmen der vorliegenden Arbeit auch gezeigt werden, dass die Aufnahme eines 

moderat oxidierten Fettes zur Induktion des hepatischen FGF21 führt, welche mit großer 

Wahrscheinlichkeit über eine Aktivierung des PPARα vermittelt wurde. Somit besitzen oxidierte 

Fette ebenso wie freie Fettsäuren als natürliche und Fibrate als synthetische Agonisten des PPARα 

das Potential, den FGF21 zu induzieren. Einige der in Tierstudien beobachteten metabolischen 

Wirkungen oxidierter Fette, wie eine gesteigerte Ketonkörperproduktion oder verminderte 

Plasmalipidkonzentrationen, könnten daher auch über diesen neuen Mechanismus vermittelt werden.  

Aufgrund der in Tierstudien beobachteten günstigen metabolischen Wirkungen nach der 

Verabreichung von rekombinantem FGF21, wie der Reduktion der Blutlipide oder des 

Körpergewichtes, stellt sich die Frage nach dessen therapeutischen Potential auch in der Therapie 

von Humanerkrankungen, wie der Fettleibigkeit oder dem Diabetes mellitus Typ 2.  Aus Tier- und 

Humanstudien ist bekannt, dass in Zuständen der Insulinresistenz die FGF21-Serumwerte erhöht 

sind, was auf einen Kompensationsmechanismus oder eine Resistenz ähnlich des Insulins hinweist 

(Chavez et al., 2009; Fisher et al., 2010). Im Tierversuch wurde FGF21 zur Behandlung 

hyperglykämischer und hyperlipidämischer Zustände schon erfolgreich eingesetzt, jedoch zeigten nur 

pharmakologisch hohe Dosen Wirkung. Im Menschen stehen derartige Untersuchungen derzeit noch 

aus. Allerdings wird hier schon der Einsatz des FGF21 in der Diagnostik als frühzeitiger Biomarker 

zur Detektion metabolischer Störungen diskutiert. Um sich die positiven metabolischen Wirkungen 

einer durch oxidierte Fette verursachten FGF21-Aktivierung nutzbar machen zu können, müssten 

zuvor in weiteren Untersuchungen die dafür verantwortlichen, biologisch aktiven Bestandteile der 

oxidierten Fettgemische identifiziert und Effektivdosen ermittelt werden, um anschließend einen 

Einsatz solcher Isolate abzuleiten. Eine Verabreichung oxidierte Fettgemische per se würde aufgrund 

ihrer weiteren, teils auch negativen Wirkungen nicht zweckmäßig sein.  

Zusammenfassend konnte anhand der in der vorliegenden Arbeit durchgeführten Untersuchungen 

gezeigt werden, dass Bestandteile oxidierter Fette die Fähigkeit besitzen über die Einleitung 

zellulärer Signalwege regulatorische Aktivitäten im Stoffwechsel zu vollziehen. Durch die 

Aktivierung der redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren Nrf2 und NF-κB sowie des 

hormonähnlichen, metabolischen Regulators FGF21 konnten neue molekulare Mechanismen 
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aufgezeigt werden, über welche oxidierte Fette ihre biologischen Wirkungen im Organismus 

vermitteln. 
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5. Zusammenfassung 
 

Das Ziel der vorliegenden Arbeit war die Aufklärung molekularer Mechanismen, über die oxidierte 

Fette ihre Wirkungen im Organismus vermitteln.  

Oxidierte Fette sind chemisch veränderte Fette, wie sie in erhitzten und unsachgemäß gelagerten 

Lebensmitteln zu finden sind. Insbesondere während des Frittierprozesses laufen verschiedenste 

chemische Reaktionen ab, wobei große Mengen an Oxidationsprodukten gebildet und vom 

Frittiergut absorbiert werden. Eine bedeutende Quelle oxidierter Fette in der menschlichen 

Ernährung stellen daher frittierte Lebensmittel dar. Aus Tier- und Humanstudien ist bekannt, dass 

die Aufnahme oxidierter Fette im Organismus verschiedenste biologische Auswirkungen haben kann. 

Eine der bedeutendsten ist die Induktion von oxidativem Stress durch die Generierung von reaktiven 

Sauerstoffspezies, welcher zur Aktivierung der antioxidativen Abwehr, detoxifizierender 

Mechanismen und auch proinflammatorischer Prozesse führen kann. In diesem Zusammenhang 

konnte eine verstärkte Expression redox-sensitiver Gene, welche u. a. für antioxidative Enzyme, 

proinflammatorische Zytokine und Enzyme des Fremdstoffmetabolismus kodieren, sowie gesteigerte 

Enzymaktivitäten beobachtet werden. Die Mechanismen, die diesen Reaktionen zugrunde liegen, 

sind bisher nicht vollständig geklärt.  

Zwei sehr bedeutende redox-sensitive Transkriptionsfaktoren, welche durch oxidativen Stress 

aktiviert werden können und in die Regulation der zellulären Stressantwort involviert sind, sind der 

Nrf2 und NF-κB. Aus diesem Grunde wurde im ersten Teil dieser Arbeit dem Einfluss oxidierter Fette 

auf die Aktivierung dieser beiden Transkriptionsfaktoren nachgegangen. 

Um möglichst praxisnahe Versuchsbedingungen zu schaffen und damit eine hohe Übertragbarkeit 

der erzielten Ergebnissen auf den Menschen zu gewährleisten, wurden in dieser Arbeit zwei 

Versuchsfette (Sonnenblumenöl und Rapsöl) verwendet, die auch in der menschlichen Ernährung 

Einsatz zum Frittieren von Lebensmitteln finden. Zudem erfolgte die Erhitzung der Behandlungsfette 

unter Frittierbedingungen.  

Studie 1: Das Ziel der ersten Untersuchung am Modelltier Maus war daher die Überprüfung der 

Hypothese, dass die Verabreichung eines oxidierten Fettes (Sonnenblumenöl) zu einer Aktivierung 

der redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren NF-κB und Nrf2 im Darm führt. Weiterhin sollte der 

Einfluss des oxidierten Fettes auf die Aktivierung der Transkriptionsfaktoren PPARα und PPARγ und 

der PPARα/γ-responsiven Genexpression sowie einer möglichen negativen Interferenz mit dem 

NF-κB ermittelt werden. 

Die Ergebnisse zeigten erstmals eine Aktivierung des Nrf2 und NF-κB/p50 durch die Verabreichung 

eines oxidierten Fettes in der Dünndarmmukosa der Maus. In diesem Zusammenhang konnte eine 

gesteigerte zelluläre Stressantwort anhand erhöhter mRNA-Konzentrationen oxidativer Stress-
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responsiver Gene beobachtet werden. Weiterhin verursachte das oxidierte Fett einen starken Anstieg 

der mRNA-Konzentrationen an PPARα sowie PPARα/γ-responsiver Gene. Kein Einfluss konnte auf 

der mRNA-Konzentration des PPARγ festgestellt werden.  

Studie 2: Basierend auf den Ergebnissen der ersten Untersuchung wurde im zweiten Versuch 

überprüft, ob sich diese durch Aufnahme eines oxidierten Fettes ausgelösten Effekte auch im 

Schwein, das hinsichtlich der anatomischer und stoffwechselphysiologischer Merkmale ein 

geeigneteres Modelltier für den Menschen als die Maus darstellt, nachweisen lassen. Dazu wurde der 

Hypothese nachgegangen, dass die Aufnahme eines moderat oxidierten Fettes (Rapsöl) auch in der 

Leber des Schweins zu einer Aktivierung der redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren Nrf2 und 

NF-κB führt. Auch in dieser Untersuchung konnte durch oxidiertes Fett eine Aktivierung des Nrf2 

und NF-κB/p50 nachgewiesen werden. Als Folge der Aktivierung wurden erhöhte Enzymaktivitäten 

und erhöhte mRNA-Konzentrationen von Genen, welche in die antioxidative Abwehr oder in die 

Phase II des Fremdstoffmetabolismus involviert sind, beobachtet. Über die Induktion des 

Abbauprozesses von Schilddrüsenhormonen wirkte das oxidierte Fett auch auf den Gesamtthyroxin-

Status. Dass oxidiertes Fett den Antioxidantien-Status ungünstig beeinflusste, konnte anhand 

verringerter Vitamin E-Konzentrationen in Leber und Plasma verdeutlicht werden. 

Insgesamt konnte in diesen beiden Untersuchungen (Studie 1 und 2) erstmals eine Aktivierung der 

redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren Nrf2 und NF-κB durch oxidierte Fette im Darm und der 

Leber festgestellt werden. Somit stellen diese beiden Transkriptionsfaktoren wahrscheinlich die 

bisher unbekannten funktionellen Bindeglieder zwischen dem durch die Aufnahme oxidierter Fette 

verursachten oxidativen Stress und der Aktivierung zellulärer Stressreaktionen durch die Induktion 

antioxidativer, detoxifizierender und proinflammatorischer Enzyme dar.   

Die koordinierte Aktivierung dieser Signalwege durch die Aufnahme oxidierter Fette diente offenbar 

der Adaptation der Organe an den hervorgerufenen oxidativen Stress und ihrer Protektion vor 

oxidativen Schädigungen.  

Studie 3:  Im zweiten Teil dieser Arbeit wurde der Hypothese nachgegangen, dass die Verabreichung 

eines moderat oxidierten Fettes (Rapsöl) den endokrinen Faktor FGF21 in der Leber vom Schwein 

aktiviert. Der FGF21 wurde kürzlich als neuartiger hormonähnlicher Regulator im Stoffwechsel 

identifiziert. Seine physiologische Bedeutung liegt in der Kontrolle der Lipid- und Glukose-

homöostase, indem er die Glukoneogenese, die Ketogenese und die Fettsäureoxidation induziert. Die 

hepatische Regulation des FGF21 unterliegt der direkten Kontrolle des PPARα. So konnte in 

bisherigen Studien gezeigt werden, dass eine durch Fasten, ketogene Diäten und synthetische 

PPARα-Agonisten verursachte Aktivierung des PPARα den FGF21 in der Leber induzieren kann. 

Inwiefern auch oxidierte Fette als potente nutritive Aktivatoren des PPARα den FGF21 zu induzieren 

vermögen, wurde bisher nicht untersucht.  
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Erstmals konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die Aufnahme eines oxidierten Fettes nicht nur 

zu einem Anstieg der mRNA-Konzentration PPARα-relevanter Zielgene, sondern auch in einer 

gesteigerten Expression des FGF21 in der Leber resultierte. Sehr wahrscheinlich führte die 

Aktivierung des PPARα, welche über eine erhöhte Expression typischer PPARα-Zielgene festgestellt 

wurde, zur Induktion des FGF21. Über diesen neu beschriebenen Mechanismus werden 

möglicherweise einige der aus Tierstudien bekannten metabolischen Wirkungen oxidierter Fette, wie 

eine gesteigerte Ketonkörperproduktion oder verminderte Plasmalipidkonzentrationen, vermittelt.   

Zusammenfassend konnte anhand der in der vorliegenden Arbeit durchgeführten Untersuchungen 

gezeigt werden, dass Bestandteile oxidierter Fette die Fähigkeit besitzen über die Einleitung 

zellulärer Signalwege regulatorische Aktivitäten im Stoffwechsel zu vollziehen. Durch die 

Aktivierung der redox-sensitiven Transkriptionsfaktoren Nrf2 und NF-κB sowie des 

hormonähnlichen, metabolischen Regulators FGF21 konnten neue molekulare Mechanismen 

aufgezeigt werden, über welche oxidierte Fette ihre biologischen Wirkungen im Organismus 

vermitteln. 
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6. Summary 
 

The aim of the present work was to clarify molecular mechanisms by which oxidized fats mediate 

their effects in organism. 

Oxidized fats are chemically modified fats that can be found in heated and incorrectly stored food 

items. Especially, during the process of deep-frying several chemical reactions occur that generate 

large amount of oxidation products which are absorbed by the deep-fried food. Therefore, deep-fried 

food is an important source of oxidized fats in human nutrition. Studies on animals and humans 

revealed that ingestion of oxidized fats provokes a wide array of biological effects in organism. One of 

the most striking effects mediated by oxidized fats is the induction of oxidative stress by the 

generation of reactive oxygen species leading to the activation of antioxidative defense, detoxifying 

mechanisms, and proinflammatory processes. In this context, an increased expression of redox-

sensitive genes encoding for antioxidative enzymes, proinflammatory enzymes, and enzymes of 

phase II detoxification, and increased enzyme activities could be observed. However, till now the 

underlying mechanisms of these observations are not completely clarified.  

Nrf2 and NF-κB, both being very important redox-sensitive transcription factors, can be activated by 

oxidative stress and are involved in the regulation of cellular stress response. For this reason, the first 

part of this work aimed to investigate the influence of oxidized fats on the activation of these two 

transcription factors. In order to ensure practically relevant conditions of the experiments and, hence, 

a high transferability of the study results with regard to human, two experimental fats, which are also 

used for deep-frying of food in human nutrition, were used in this work. Furthermore, the treatment 

fats were heated under deep-frying conditions.  

Study 1: The aim of the first study was to test the hypothesis, that ingestion of an oxidized fat 

(sunflower oil) causes an activation of the redox-sensitive transcription factors NF-κB and Nrf2 in 

intestine of mice. Furthermore, the influence of the oxidized fat on the activation of the transcription 

factors PPARα and PPARγ and the PPARα/γ-responsive gene expression and a possible negative 

interference with NF-κB should be investigated.  

The results showed for the first time the activation of Nrf2 und NF-κB/p50 by administration of an 

oxidized fat in small intestinal mucosa of mice. In this context, an enhanced cellular stress response 

was determined by an increased mRNA concentration of oxidative stress-responsive genes. 

Furthermore, the oxidized fat led to a strong increase in the mRNA concentration of PPARα and 

PPARα/γ-responsive genes whereas mRNA concentration of PPARγ was unaffected.  

Study 2: Based on the findings of the first study, the second experiment aimed to examine whether 

the effects caused by administration of an oxidized fat, can also be demonstrated in the pig which is in 

regard to anatomic and metabolic physiology characteristics a more suitable model for human than 

the mouse model. 
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Therefore, the hypothesis was tested, that ingestion of a moderately oxidized fat (rapeseed oil) also 

activates the redox-sensitive transcription factors Nrf2 und NF-κB in the liver of pigs. Also an 

activation of Nrf2 and NF-κB by oxidized fat could be demonstrated in this study. As a consequence 

of activation, increased enzyme activities and increased mRNA concentration of genes involved in 

antioxidative defense or phase II metabolism were observed. The oxidized fat also influenced the total 

thyroxin status by induction of thyroid hormone elimination processes. That oxidized fat 

compromised status of antioxidants become obvious in decreased concentrations of vitamin E in liver 

and plasma.  

For the first time, in the present studies (study 1 and 2) an activation of the redox-sensitive 

transcription factors Nrf2 and NF-κB by oxidized fats in the intestine and the liver was determined. 

Thus, these two transcription factors probably are the unknown functional link between oxidative 

stress caused by ingestion of oxidized fats and activation of cellular stress response by induction of 

antioxidative, detoxifying and proinflammatory enzymes. The coordinated activation of these 

signaling pathways by intake of oxidized fats likely conduced to the adaptation of organs to the 

generated oxidative stress and their protection of oxidative damage.  

Study 3: The second part of this work aimed to investigate the hypothesis that administration of a 

moderately oxidized fat (rapeseed oil) activates the endocrine factor FGF21 in the liver of pigs. FGF21 

has been recently identified as a novel hormone-like regulator in metabolism. Its physiological 

importance lies in the control of lipid and glucose homeostasis by the induction of gluconeogenesis, 

ketogenesis, and fatty acid oxidation. Hepatic induction of FGF21 is under direct control of PPARα. 

Previous studies have shown that an activation of PPARα caused by fasting, ketogenic diets, and 

synthetic PPARα-agonists can induce FGF21 in the liver. Whether oxidized fats as potent nutritive 

activators of PPARα are also able to induce FGF21, has not been investigated yet. 

The present study showed for the first time that administration of an oxidized fat not only led to an 

increase in mRNA concentration of PPARα-relevant target genes but also results in an increased 

expression of FGF21 in the liver. Activation of PPARα determined by increased expression of typical 

PPARα target genes induced FGF21 very likely. Possibly, some of the metabolic effects of oxidized fats 

known from animal studies, like increased production of ketone bodies or decreased concentration of 

lipids in plasma, are mediated by this new described mechanism.  

To summarize, the experiments performed in the present work revealed that components of oxidized 

fats have the ability to exert regulatory activities in metabolism by induction of cellular signaling 

pathways. New molecular mechanisms by which oxidized fats mediate their biological effects in 

organism could be demonstrated by the activation of the redox-sensitive transcription factors Nrf2 

and NF-kB and the hormone-like, metabolic regulator FGF21. 
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