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1. EINLEITUNG 

1.1 Anatomie und Histologie der Urethra und der akzessorischen Geschlechtsdrüsen 

1.1.1 Männchen 

Die männliche Urethra erstreckt sich vom Ostium urethrae externum am Penis über den 

Blasenhals bis zum Ostium urethrae internum, wo sie in die Harnblase übergeht [93]. 

Als gemeinsame Endstrecke des Harn- und Ge-

nitalsystems durchfließen sowohl Harn als auch 

Ejakulat die Urethra, wobei letzteres u.a. eine Zu-

sammensetzung aus Sekreten der männlichen 

akzessorischen Geschlechtsdrüsen darstellt, die 

auf unterschiedlicher Höhe in die Urethra mün-

den.  Aus anatomischer Sicht lässt sich die Harn-

röhre in einen penilen und einen pelvinen Ab-

schnitt unterteilen (vgl. Abb. 1.1); der Übergang 

vom Penis zum Becken wird dabei durch das 

urethrale Divertikel geschaffen [69, 79, 167]. 

Die äußere Öffnung der Urethra befindet sich im 

Bereich der Fossa urethrae [201] an der Penis-

spitze unter der Vorhaut, welche den Penisschaft 

umsäumt, um distal schlitzförmig auszulaufen 

[159]. Hier münden zudem die Vorhautdrüsen, die 

als modifizierte Talgdrüsen beidseits lateral der 

Peniswurzel gelegen sind [79, 93]. Mehrschichti-

ges, verhorntes Plattenepithel, das die inwendige 

Fläche der Vorhaut und die Glans penis bedeckt, 

kleidet auch die Fossa urethrae bzw. das Ostium 

urethrae externum aus [23, 93,159, 201]. Außerhalb der Fossa urethrae verliert die 

urethrale Mukosa ihre Verhornung und besteht bis zur Peniswurzel aus mehrschichtigem 

hochprismatischen Epithel, dem sich nach außen eine Lamina propria und elastisches 

Bindegewebe anschließen [156, 159]. Da die Urethra innerhalb des Corpus spongiosum 

verläuft, ist sie in aus weiten Sinusoiden bestehendem erektilen Gewebe eingebettet [6, 

44, 65, 93]. Nagetiere verfügen darüber hinaus über eine penile knöcherne Struktur, das 

Os penis, das von Penisspitze bis Penisbasis mittig liegt. Entsprechend befindet sich die 

Harnröhre im Bereich der Peniswurzel ventral des Os penis [93, 159, 201]. 

Abb. 1.1 Schematische Übersicht 
über die Abschnitte der Urethra der 
männlichen Maus, modifiziert nach 
[79], Abdruck mit Genehmigung von 
Dover Publications, Inc. 
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Nach proximal setzt sich das Corpus spongiosum in den Bulbus penis fort, der eine zwie-

belartige Auftreibung in Nachbarschaft der Symphyse darstellt [159, 167]. Das innerhalb 

des Bulbus verlaufende Harnröhrenstück weitet sich auf und bildet den Sinus urethralis 

(Tullberg, 1899 zitiert in [65]), ein sackartiges Divertikel. Je nach Füllungszustand des 

Lumens variiert diese lokale Aussackung in ihrer Ausdehnung und lässt Gabelungen 

erkennen [65, 79, 146]. Die Mukosa der Urethra geht kontinuierlich in die des Divertikels 

über, wobei dessen Epithelauskleidung aus wenigeren Zellschichten bestehen kann 

[65]. Das Divertikel wird von dicht geballtem Drüsengewebe umgeben, welches vorwie-

gend beidseits lateral zwischen die Sinusoide des kavernösen Gewebes des Bulbus in-

terponiert ist und durch Trabekel der sich von außen anschließenden glatten Muskulatur 

septiert wird [65, 79]. Die sich in der Wand des Divertikels befindenden periurethralen 

Drüsen (PUD) drainieren ihr Sekret in die urethrale Ausbuchtung über Ausführungs-

gänge (periurethrale Drüsenausführungsgänge, PUDAG) mit niedrigem, kubischem 

Epithel. Im Schwellkörpergewebe und in der im Penis distal des Bulbus verlaufenden 

Urethra fehlen PUD [23, 65, 146]. Im Divertikel münden zudem die Ausführungsgänge 

der bulbourethralen Drüsen [23, 65, 144, 156]. Dieses paarige Organ wird bei der Maus 

analog zur Benennung beim Menschen als Cowpersche Drüse bezeichnet [65, 93, 144] 

und ist auf Höhe des urethralen Divertikels angesiedelt [93]. Auf ihrem Weg vom Drü-

senkörper zum Divertikel penetrieren die Drüsenausführungsgänge (AG) der bulbou-

rethralen Drüsen das spongiöse Gewebe des Bulbus penis, wobei sie zwischen den 

zahlreichen Sinusoiden und paraurethralen Drüsenpaketen an ihrer Auskleidung mit ku-

bischem Epithel zu erkennen sind [23, 65, 93]. Beim Blick in die eröffnete Bauchhöhle 

der männlichen Maus ist das Divertikel zunächst nicht erkennbar, da es gänzlich vom 

Musculus bulbocavernosus umhüllt wird [65, 79, 146]. 

Ausgekleidet durch ein hochprismatisch mehrschichtiges Epithel mit stellenweise mehr-

reihiger Differenzierung [156, 167] verläuft der aus dem urethralen Sinus hervorgehende 

pelvine Teil der Harnröhre nach kranial [146] und vereinigt sich auf Höhe des Colliculus 

seminalis mit den Ausführungsgängen der Koagulationsdrüsen, ventraler, dorsaler und 

lateraler Prostata sowie den gemeinsamen exkretorischen Gängen der Bläschendrüsen 

und der Ductus deferentes einschließlich deren glandulären ampullären Strukturen [93].  

Die pelvine Urethra wird von dichten paraurethralen Drüsenansammlungen innerhalb 

der Lamina propria umsäumt, deren Sekret über multiple Ausführungsgänge in den be-

nachbarten Harnröhrenabschnitt drainiert wird [23, 65, 146, 201]. In Bezug auf ihr histo-

logisches Erscheinungsbild und ihre immunologisch bedeutsame Sekretion von IgA be-

steht zwischen dem paraurethralen Drüsengewebe von Becken- und Bulbusurethra kein 

Unterschied [23, 146]. Mukosa und Drüseneinheiten werden von einer ausgeprägten 
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Schicht quergestreiften Muskelgewebes und Bindegewebes umschlossen [6, 23, 156, 

201].  

Bevor die pelvine Urethra in den Blasenhals übergeht, wird ihr Lumen durch den sich 

von dorsal vorwölbenden Colliculus seminalis eingeengt [79]. An ihren proximalen, 

urethranahen Enden besitzen die Ductus deferentes Erweiterungen, die Ampullae. Ver-

zweigt-tubuläre Drüsenpakete drainieren ihr Sekret unmittelbar in die Ampullae. Die Aus-

führungsgänge der Bläschendrüsen münden ebenfalls am Colliculus seminalis in die 

Urethra, indes bildet sich gelegentlich ein gemeinsamer exkretorischer Gang mit der Am-

pulla ductus deferenti der jeweiligen Seite aus, im Gegensatz zur anatomischen Situa-

tion bei der Ratte, die regelrecht über einen fusionierten Ausführungsgang verfügt [6, 

79]. Unabhängig von den Ampullae und Bläschendrüsen öffnen sich im anterioren Be-

reich kranial des Colliculus seminalis die paarigen Ausführungsgänge der Koagulations-

drüsen, einem der unteren Kurvatur der Bläschendrüsen anliegenden Organ, das als 

anteriorer Anteil der Prostata gilt [79, 93, 156, 184]. Weiterhin besteht die Prostata der 

Maus aus einem doppelt angelegten dorsalen Lappen, lokalisiert im Winkel zwischen 

Bläschendrüse und dorsalem urethralen Wandgefüge. Über ca. 25 Ausführungsgänge 

vereinigt sich die dorsale Prostata mit der Urethra dorsal in der Umgebung des Colliculus 

seminalis. Zudem lassen sich hier weitere 20 ausführende Gänge unterscheiden, die der 

lateralen Prostata angehören. Trotz gemeinsamer ortsbezogener Einmündung umläuft 

die laterale Prostata ebenfalls als paarig ausgebildetes Organ die Urethra in ventrolate-

raler Richtung, um die Kapsel der ventralen Prostata zu penetrieren und sich zusammen 

mit den ventralen Drüsenanteilen zu verzweigen [184]. Die beiden ventralen Prostatal-

appen befinden sich mittig vor dem Blasenhals, wo sie über einen bis drei Hauptausfüh-

rungsgänge Anschluss an die ventrale Wand der pelvinen Urethra gewinnen [79, 156, 

184].  

Während das Lumen der durch den Colliculus seminalis eingeengten Urethra distal vor-

erst noch mit einem mehrschichtigen, hochprismatischen Epithel ausgekleidet ist, wan-

delt sich der Epitheltyp mit zunehmender Höhe in Richtung Harnblase, so dass schon 

im Blasenhals transitorisches Epithel vorliegt [6, 167, 186]. Romih et al. beschrieben den 

Übergang zwischen transitorischem und mehrschichtigem Epithel, den sie anhand elekt-

ronenmikroskopischen und immunhistochemischen Vorgehensweisen an der Maus un-

tersuchten und am distalen Punkt des Blasenhalses ansiedelten, als abrupt [167].  Das 

Urothel der Harnblase und ihres Halses verfügt über einen charakteristischen Aufbau 

aus basalen, intermediären und oberflächlichen Deckzellen, wobei letztere die 

urothelspezifischen Differenzierungsmarker Uroplakin Ib und Cytokeratin (CK) 20 expri-

mieren. Diese Differenzierung fehlt der mehrschichtigen Mukosa der proximalen Urethra 

[156, 167]. 
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1.1.2 Weibchen  

Beim Weibchen hingegen ist die Harnröhre wesentlich kürzer und aus funktioneller Sicht 

nicht an das Genitalsystem angebunden (vgl. Abb. 1.2) [79, 154, 167]. Die Klitoris als 

eine von Haaren bedeckte Erhebung befindet sich an der anterioren Wand der Vagina 

[79, 162]. In der Fossa clitoridis innerhalb der Klito-

ris liegt die urethrale Öffnung [79, 162]. Das Ostium 

urethrae externum ist analog zum Ostium externum 

der männlichen murinen Harnröhre ebenfalls von 

mehrschichtigem, verhorntem Plattenepithel aus-

gekleidet [154]. Die Urethra durchläuft das Schwell-

körpergewebe der Klitoris zusammen mit einer ihr 

ventral angelagerten, dem Os penis des Männ-

chens ähnelnden Struktur [79, 154, 162]. Zu beiden 

Seiten dieser knöchernen Struktur erstrecken sich 

die Ausführungsgänge der Klitorisdrüsen, deren 

talghaltiges Sekret in die Fossa clitoridis abgege-

ben wird [79, 162]. Mit ihrer dorsalen Wand grenzt 

die Urethra im weiterem Verlauf nach proximal an 

die Vagina, so dass in diesem Bereich eine ge-

meinsame Adventitia ausgebildet ist [79, 162]. Die 

urethrale Mukosa besteht bis zum Blasenhals aus 

kubischem, mehrreihigem Epithel, das bis zu acht 

Schichten aufweisen kann [154]. Nach außen 

schließen sich eine kollagen- und fibroblastenrei-

che Lamina propria mit zahlreichen Nervenfasern 

sowie glatte und quergestreifte Muskulatur an. Diese Muskelzüge sind vornehmlich zir-

kulär ausgerichtet, verlaufen lateral jedoch zusätzlich longitudinal [154]. Des Weiteren 

fällt innerhalb der Lamina propria ein kavernöses Gewebemuster auf, das den Sinusoi-

den der Schwellkörper beim Männchen ähnelt [154]. Auch beim Weibchen ist die Sub-

mukosa durchsetzt von PUD, deren Vorkommen jedoch auf die distale Hälfte der Harn-

röhre beschränkt ist [79, 154, 175]. Neben der submukösen Lokalisation beschrieb 

Shehata in Gruppen auftretende, PUD auch intermuskulär. Die AG bestehen aus kubi-

schem Epithel bis zur Einmündung in die urethrale Mukosa [154, 175]. Der Übergang 

von proximaler Urethra zu Blasenhals zeigt sich parallel zur histologischen Gegebenheit 

beim Männchen durch einen klaren Epithelwechsel [154, 167]. Mehrreihiges Epithel der 

Abb. 1.2 Schematische Übersicht 
über die Abschnitte der Urethra der 
weiblichen Maus, modifiziert nach 
[29], Abdruck mit Genehmigung von 
Elsevier 
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Harnröhre weicht zu Gunsten des Urothels, das die innere Organgrenze zwischen Bla-

senhals und Harnblase festsetzt [154, 167].  

 

1.2 Die neuroendokrine Zelle im Urogenitaltrakt 

1.2.1 Von den Anfängen ihrer Beschreibung in der Urethra als „Helle Zelle“ nach Feyrter 

bis zur Bezeichnung als „neuroendokrine Zelle“ durch Pearse 

Das urethrale Epithel enthält sog. neuroendokrine Zellen. Dieser Zelltyp wurde erstmals 

1951 von Feyrter in der Urethra und den paraurethralen Drüsen des Mannes sowie der 

Frau entdeckt und aufgrund seiner „Chromophobie“ „(B)ei gewöhnlicher Plasmafärbung“ 

als „Helle Zelle“ inmitten des regulären Epithels beschrieben [46]. 

Nach Formaldehydbehandlung (Falck 1965, zitiert in [142]) fluoreszierten diese Zellen in 

der Urethra der weiblichen Katze gelb, was Owman et al. 1971 auf das Vorkommen von 

Serotonin (5-Hydroxytryptamin, 5-HT) zurückführten und das biogene Amin quantitativ 

nachwiesen [142]. Den fluoreszierenden, aminenthaltenden Zellen wurde eine Ähnlich-

keit mit enterochromaffinen Zellen des Gastrointestinaltrakts zugeschrieben. In Anleh-

nung an die zuletzt genannte Arbeit von Owman et al. charakterisierten Dixon et al. 1973 

die „urethrale chromaffine Zelle“ anhand von Proben aus männlichen und weiblichen 

Meerschweinchen, Ratten und Kaninchen. Elektronenmikroskopisch konnte gezeigt 

werden, dass die in diesen Spezies nach Formaldehydfixierung gelb fluoreszierenden 

Zellen der Urethra membranbegrenzte, 5-HT-haltige Granula von 40 bis 160 nm Durch-

messer besitzen und darüber hinaus über einen apikalen Mikrovillusbesatz verfügen, 

welcher ins Lumen hineinragt [39]. Während Dixon et al. die mögliche Speicherung von 

5-HT innerhalb der Granula diskutierten, gelang Hakanson et al. eine Differenzierung 

der endokrinen Zellen in der Urethra und Prostata des Meerschweinchens in zwei Typen, 

je nachdem ob sie 5-HT enthielten oder nicht [64]. Bei Vorkommen des Amins innerhalb 

der Granula der Zellen wirkte dies als Reduktionsmittel, führte zu einer argentaffinen 

Reaktion mit Silberpräzipitation und reagierte mit Formaldehyd zu einem gelb leuchten-

den Fluorophor. Der zweite Zelltyp ohne Silberpräzipitation und folglich ohne 5-HT un-

terschied sich bezüglich Morphologie und Verteilung im urethralen Epithel nicht von dem 

gelb leuchtenden, wenngleich er seltener anzutreffen war. Diese Zellen fluoreszierten 

grün, nachdem man L-DOPA in das Peritoneum der Versuchstiere injiziert hatte, was in 

der Annahme resultierte, dass sie dopaminerg seien und Aminvorstufen aufnehmen, de-

karboxylieren und speichern können. Somit wurden die urethralen chromaffinen, formal-

dehyd-induziert leuchtenden Zellen dem APUD-System zugerechnet (Amine Precursor 

Uptake and Decarboxylation) [64, 148]. Weitere Forschungsarbeiten auf dem Feld der 
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enteroendokrinen Zellen durch Pearse und Fujita führten zur Definition der Begriffe „Pa-

raneuron“ und „neuroendokrine Zelle“. Hiernach versteht man unter einem Paraneuron 

eine Zelle, die zur Produktion von Neurotransmittern oder Neurohormonen befähigt ist, 

über Granula in Form von neurosekretorischen und/oder synaptischen Vesikeln verfügt, 

sowie über Rezeptoren für Reize empfänglich ist, auf welche sie mit Sekretion reagiert 

[56]. In Übereinstimmung mit früheren Publikationen [39, 66], in denen hinsichtlich der 

zahlreichen zytoplasmatischen, basal orientierten Granula auf die ultrastrukturelle Ähn-

lichkeit der urethralen endokrinen Zelle mit endokrinen Zellen des trachealen und bron-

chialen Epithels verwiesen wurde, postulierten Fujita et al. die Zugehörigkeit der „basal-

granulierten“ Zellen in Gastrointestinaltrakt, Atemwegen und Urethra zur Familie der Pa-

raneurone [56].  

1977 prägte Pearse den Begriff der „neuroendokrinen“ Zelle. Er umschrieb hiermit die 

APUD-Zellpopulation, die trotz ihrer weiten Verbreitung in vielen Organen das Merkmal 

teilt, über ein gemeinsames „neuroendokrines Programm“ zu verfügen, dass sie dazu 

befähigt, anhand synthetisierter und sezernierter Hormone oder Neurotransmitter Ein-

fluss auf das somatische und vegetative Nervensystem nehmen zu können, dabei den 

Neuronen des Nervensystems jedoch als Effektor niederer Ordnung unterliegt [148].  

1983 gelang Thompson et al. die Isolierung eines „neuen Markers“, dem „Neuronen-

spezifischen Proteins PGP 9.5“ (Protein Gene Product 9.5, PGP), einem spezifisch in 

Neuronen des zentralen und peripheren Nervensystems sowie zudem in neuroendokri-

nen Zellen nachweisbaren Proteins [195]. 

 

1.2.2 Sekretionsprodukte der neuroendokrinen Zelle und ihre Funktion im urogenitalen 

Organsystem 

Ein Charakteristikum der neuroendokrinen Zelle bzw. Paraneurone, das neurosekretori-

sche Granulum, verhalf Lloyd und Wilson einen Antikörper zu entwickeln, der als spezi-

fischer immunhistochemischer Marker endokrinen Gewebes Bedeutung gewann [110]. 

Der Antikörper richtete sich gegen ein 68000-Dalton schweres Polypeptid, das in neuro-

sekretorischen Granula endokriner Organe (Nebennierenmark, Paraganglien, endokri-

ner Pankreas, Endokrinium des Gastrointestinaltrakts, Nebenschilddrüsen, Adenohypo-

physe, C-Zellen der Schilddrüse) sowie deren Tumoren vorkommt und als Chromogranin 

A (CgA) identifiziert wurde [137].  Dies bestätigte sich in nachfolgenden immunhistoche-

mischen Arbeiten, u.a. an der Urethra des Hundes, deren 5-HT-haltige neuroendokrine 

Zellen alle immunreaktiv gegen CgA waren. Der Umkehrschluss traf jedoch nicht zu, 

denn es fanden sich CgA-positive Zellen, die kein 5-HT enthielten, worauf vermutet 

wurde, dass dieses eine Prozent an CgA-immunreaktiven Zellen andere Substanzen 
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speichern könnte [66]. Dahingegen zeigte man an der Urethra des Schafes, dass 25% 

der gefundenen Paraneurone allein positiv mit Antikörpern gegen 5-HT reagierten, ohne 

Kolokalisation mit CgA, welche zu 25 bis 30% auftrat. Ausgehend von den restlichen 

50% ausschließlich CgA-enthaltenden neuroendokrinen Zellen und des Nachweises von 

Somatostatin-speichernden Paraneuronen, schlossen Vittoria et al. vorerst auf die Exis-

tenz von mindestens vier Typen dieser Zellart: 1. 5-HT-positive, 2. CgA-positive, 3. 5-

HT- und CgA-positive und 4. Somatostatin-positive urethrale neuroendokrine Zellen 

[207]. Kurz darauf konnte die Auflistung durch dieselbe Arbeitsgruppe um zwei weitere 

Positionen erweitert werden, da immunzytochemische Untersuchungen an den Harnröh-

ren von Pferd, Rind, Schaf und Schwein neuroendokrine Zellen zeigten, welche 

Cholezystokinin sowie Cholezystokinin zusammen mit 5-HT enthielten [206]. Auf elekt-

ronenmikroskopischer Ebene bestätigte sich das Vorhandensein mehrerer Sekretions-

produkte innerhalb einer Zelle durch die Darstellung von Granula unterschiedlicher Form 

und Größe in der menschlichen Prostata und prostatischen Urethra [38]. Neben Zellen 

mit „kleinen“, „intermediären“ und „großen“ Granula konnten auch solche dargestellt wer-

den, die Granula vielfältigen Durchmessers enthielten. In dieser Hinsicht erinnert die 

Speicherung und Sekretion mehrerer Substanzen durch eine neuroendokrine Zelle der 

Urethra an die Verwandtschaft mit den enteroendokrinen Zellen, da diese gastrointesti-

nale Hormone aus intermediären unter sphärisch und asphärisch geformten Granula 

freisetzen, welche anhand von Färbungen mit Silber-Methenamin, Eisenhämatoxylin 

und Uranylacetat-Blei differenzierbar sind [136].  

Die Tatsache, dass die Granula der neuroendokrinen Zelle am dichtesten um den Zell-

kern, im basalen Zellkompartiment und der basalen Hälfte apikaler Fortsätze kon-

zentriert sind [6, 38, 64, 66, 84, 161, 207], stützt zusammen mit dem Konzept „offener“ 

Paraneurone die Hypothese einer „rezepto-sensorisch-sekretorischen“ Funktion der 

neuroendokrinen Zellen [32, 38, 56, 66, 84, 206, 207]. Hiernach gebraucht die neuroen-

dokrine Zelle ihren Zellapex, der einen Fortsatz mit oder ohne Mikrovilli besitzt, um Sti-

muli innerhalb der Urethra zu detektieren, und reagiert daraufhin mit der Ausschüttung 

ihrer gespeicherten Amine bzw. Peptidhormone an der Basalmembran.  
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1.2.3 Lokalisationen bevorzugten Vorkommens neuroendokriner Zellen im Urogenital-

trakt von Tier und Mensch 

5-HT-positive neuroendokrine Zellen finden sich beim Rüden ab dem vesiko-urethralen 

Übergang bis ca. zwei Millimeter proximal der äußeren Harnröhrenöffnung gleichmäßig 

im Epithel verteilt. Proximale Urethra und Colliculus seminalis stellen dabei die Organ-

segmente mit der höchsten Dichte an 5-HT-haltigen Zellen dar; distal des Diaphragma 

pelvis nehmen sie ab. Während die Harnblase, Ureteren und Ejakulationsgänge des 

Hundes keine neuroendokrinen Zellen aufweisen, erscheinen sie in den Ausführungs-

gängen und periurethralen Azini der Prostata [66]. Neuroendokrine Zellen mit 5-HT-im-

munreaktiven Granula kommen in der gesamten Urethra der Hündin vor, wobei sie ins-

besondere in den mittigen bis distalen Organabschnitten anzutreffen sind. Ebenfalls in 

ihrer Anzahl zum Ostium urethrae externum hin abnehmend finden sie sich im Gegen-

satz zum Männchen beim Weibchen auch hier vereinzelt. Zudem werden Paraneurone 

im vestibulären Epithel beschrieben [66].  

Czaja et al., die mit immunhistochemischen Methoden nach CgA-positiven sowie nach 

argyrophilen Zellen im Urogenitaltrakt der Sau suchten, fanden diese hauptsächlich in 

Vestibulardrüsen, in geringerer Anzahl in der Urethra und vereinzelt auch in der Blase, 

wo sie sich ausschließlich im Sphinkterbereich befinden. Innerhalb des exokrinen Drü-

sengewebes verzeichnete man sich zu Clustern formierende neuroendokrine Zellen in 

den Urethrae der Sau, Stute, Kuh und des Schafs [32, 206]. Analog zur Verteilung der 

neuroendokrinen Zellen beim Rüden enthält auch der Bereich um den Colliculus semi-

nalis des Schafbocks, d.h. das proximale Drittel, die meisten Paraneurone; in den dista-

len zwei Dritteln der Harnröhre verringerte sich ihre Menge. Auch in dieser Tierspezies 

verfügen die urethranahen, pericolliculären Azini und Ausführungsgänge der Prostata 

über den neuroendokrinen Zelltyp [17, 207]. 

Durch eine differenziertere Untersuchung der männlichen akzessorischen Geschlechts-

drüsen und der Urethra der Ratte kamen Aumüller et al. zum Schluss, dass der Anteil 

neuroendokriner Zellen, die insbesondere in den ventralen und lateralen Prostatalappen 

und dem Ductus excretorius der Bläschendrüse aufzufinden sind, mit zunehmender 

Nähe der AG zur Einmündung in die Urethra wächst. Das urethrale Epithel selbst war im 

Bereich und kaudal des „Ejakulationssinus“ [6], welcher die gemeinsame Öffnung des 

Endstücks von Ductus deferens und der Bläschendrüse sowie des terminalen Ausfüh-

rungsganges der Koagulationsdrüsen in das urethrale Lumen darstellt, reich an neuro-

endokrinen Zellen. In den Ductus deferentes, Ampullae ductus deferentes und Harn-

blase fehlen neuroendokrine Zellen gänzlich [6, 39]. 
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Auch die menschliche Urethra weist eine ähnliche Verteilung neuroendokriner Zellen 

auf. Im proximalen Organabschnitt findet man sie kaudal des Ostium urethrae internum 

mit einem Schwerpunkt im pericolliculären Bereich beim Mann [17, 38, 46, 103]. Ihre 

Anwesenheit setzt sich in der penilen Urethra fort, wo 5-HT-positive neuroendokrine Zel-

len auch in den PUD lokalisiert sind [46, 84]. Sowohl die blasennahen zwei Drittel der 

weiblichen Urethra als auch die Hauptausführungsgänge der Glandulae vestibulares 

majores und minores enthalten zahlreiche neuroendokrine Zellen [45, 46, 103]. 

 

1.3 Gustatorische Signaltransduktionsmechanismen in der murinen Geschmacksknospe 

1.3.1 Funktionsweise des heterotrimeren G-Proteins „Gustducin“ und seine Kopplung an 

Geschmacksrezeptoren 

Das heterotrimere GTP-bindende-Protein befindet sich im inaktiven Zustand, wenn die 

α-Untereinheit ein Guanosindiphosphat-Molekül gebunden hat und über eine Bindung 

zur β-Untereinheit gleichzeitig mit Gγ assoziiert ist. Im Falle der für die Geschmacks-

transduktion spezialisierten G-Proteine weist Gα überdies eine Kopplung an Ge-

schmacksrezeptoren auf, die zu der Tas1R- und Tas2R-Familie (taste receptor(s), Ge-

schmacksrezeptor(en)) aus der Familie der sog. G-Protein-Coupled Receptors (GPCRs) 

gehören. Besetzt nun ein adäquater Geschmacksstoff einen TasR, kommt es zum Aus-

tausch von Guanosindiphosphat durch Guanosintriphosphat an der switch-II-Region der 

α-Untereinheit des G-Proteins und daraus resultierenden Konformationsänderungen, die 

letztendlich zur Dissoziation der β- und γ-Untereinheiten von Gα führen. Dabei werden 

an den entstandenen funktionellen Monomeren (Gα und Gβγ, letzteres besteht als Ein-

heit fort) Bindestellen für Effektoren sich anschließender Signaltransduktionsmechanis-

men frei [24, 90]. Im Gegensatz zum ausschließlich intrazellulär lokalisierten Gβγ, das 

durch Isoprenylierung an die Zellmembran gebunden ist, durchspannen die TasR mit 

sieben transmembranären Domänen die Plasmamembran und kommunizieren mit dem 

extrazellulären Milieu, indem sie hier bestimmte Stimuli einer Geschmacksqualität de-

tektieren [9, 24, 90]. Basierend auf immunhistochemischen Beobachtungen und entspre-

chenden In-situ-Hybridisierungen an murinen Geschmacksknospen lässt sich der 

Schluss ziehen, dass sich die geschmackszellspezifische α-Untereinheit des G-Proteins, 

α-Gustducin (Gustducin), insbesondere zur Transduktion des Geschmacks bitter mit der 

γ-Untereinheit 13 und jeweils einer β-Untereinheit, β1 bzw. β3, zum heterotrimeren G-

Protein Gustducin/β1/γ13 oder Gustducin/β3/γ13 zusammenlagert [27, 77]. Verwandt 

mit α-Transducinen, die an der Signaltransduktion beim Sehprozess beteiligt sind, wird 

Gustducin der Gαi-Familie zugeordnet und spezifisch in geschmacksrezeptiven Zellen 
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exprimiert [57, 124, 179, 211], wo es als Bestandteil von Signaltransduktionskaskaden 

die Wahrnehmung der Geschmacksqualitäten süß, bitter und umami initiiert [20, 126, 

211]. 

 

1.3.2 Identifizierung und Charakterisierung der GPCRs der Familien Tas1r und Tas2r  

In den Geschmacksknospen der Ratte und Maus konnten bisher Tas1r1, Tas1r2, Tas1r3 

und Tas2rs identifiziert und funktionell charakterisiert werden [73, 135]. Aufgrund von 

ähnlicher topographischer Expression innerhalb der Geschmacksknospen und Funkti-

onseinbußen des Rezeptordimers bei Modifikation des C-terminalen Endes von Tas1r2 

(Salahpour 2000, zitiert in [135]) lässt sich darauf schließen, dass Tas1r2 und Tas1r3 

ein Heterodimer bilden. Dieses übermittelt die erfolgte Bindung von beispielsweise Sac-

charose, Saccharin, Fruktose und Acesulfam-K (ein Süßstoff) an das G-Protein, was im 

Schmecken der Geschmacksqualität süß gipfelt [73, 105, 135]. Ein Heterodimer aus 

Tas1r3 und Tas1r1 fungiert hingegen als Rezeptor für die Geschmacksqualität umami 

[105, 134]. Hervorgerufen wird diese gustatorische Empfindung durch L-Aminosäuren 

(L-AS), beispielsweise L-Glutamat, und wird durch zusätzliche Anwesenheit von 5-Ribo-

nukleotiden wie Inosinmonophosphat (IMP) oder Guaninmonophosphat (GMP) verstärkt 

[9, 105, 134]. Neben dem Rezeptordimer Tas1r1/Tas1r3 wird auch der metabotrope Glu-

tamatrezeptor 4 (mGluR4) als Bindestelle für „Umamiliganden“ diskutiert [20]. MGluR4 

stellt eine modifizierte Form des metabotropen Glutamatrezeptors des Gehirns dar, un-

terscheidet sich jedoch vom hirneigenen Rezeptor durch eine wesentlich hochschwelli-

gere Sensitivität zum Substrat Glutamat [20]. GPCRs der Untergruppe Tas2r ermögli-

chen das Schmecken von Bitterstoffen [1, 19, 73, 218]. Hierzu zählen beispielsweise die 

Substanzen Denatonium, das am murinen Subtyp 8 des Tas2r (mTas2R-8 bzw. 

Tas2r108) bindet, und der Ligand des mTas2R-5 bzw. Tas2r105, Cycloheximid [19, 95]. 

 

1.3.3 Bedeutung der Signalproteine Adenylatzyklase und Phospholipase C β2 sowie ih-

rer second messenger cAMP bzw. IP₃ und des Ionenkanals „TRPM5“ für die Erregung 

süß- und bitter-detektierender geschmacksrezeptiver Zellen  

In seiner aktivierten Form besteht das G-Protein aus den beiden Monomeren Gα und 

Gβγ, die im Folgenden auf zwei verschiedene Wege der Signalweiterleitung Einfluss 

nehmen. Gα stimuliert die Bildung von zyklischen Nukleotiden (cyklisches Adenosinmo-

nophosphat, cAMP) durch die Adenylatzyklase [182]. Ein erhöhter Spiegel an cAMP re-

krutiert die cAMP-abhängige Proteinkinase A (PKA), welche über Phosphorylierung Ka-

liumkanäle (K+) inaktiviert und somit die Depolarisation der Geschmackszelle einleitet [7, 
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8, 133]. Zum selben Effekt führt die cAMP-getriggerte Öffnung von T- und L-Typ- Kalzi-

umkanälen (Kalzium, Ca2+), da durch extrazellulären Einstrom die intrazelluläre Ca2+-

Konzentration erhöht wird [11]. Diskutiert wird dieser Mechanismus zur Generation eines 

Reizes in Geschmacksnerven für süße Geschmacksstoffe wie Saccharose, Maltose und 

Glukose [7, 11, 182]. Dahingegen scheinen Süßstoffe (SC-45647, Saccharin) sowie Bit-

terstoffe (Denatoniumbenzoat, Strychnin) vorzugsweise über eine andere Signal-

kaskade transduziert zu werden. Das Monomer Gβγ ist funktionell an die β2-Untereinheit 

des Enzyms Phospholipase C (PLCβ2) gekoppelt [169], so dass PLCβ2 nach Aktivie-

rung durch Gβγ die second messenger Inositol-1,4,5-trisphosphat (IP₃) und Diacylglyce-

rol (DAG) aus Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (PIP₂) produziert [24, 27, 77, 90, 

179, 213]. Während DAG vermutlich über Interaktion mit der Proteinkinase C (PKC) die 

Phosphorylierung von Rezeptoren und Ionenkanälen anstößt [179], besetzt IP₃ am glat-

ten endoplasmatischen Retikulum (ER) Rezeptoren vom Typ III (IP₃RIII), wodurch eine 

Ca2+-Ausschüttung initiiert wird [27, 128, 179, 218]. Die PLCβ2-vermittelte Leerung int-

razellulärer Ca2+-Speicher geschieht dabei unabhängig von Gustducin, was durch funk-

tionelle Blockaden mittels Antikörper bewiesen werden konnte: Trotz der Zugabe von 

Antikörpern gegen Gustducin blieb der durch Bitterstoffe induzierbare Anstieg des intra-

zellulären IP₃-Level unbeeinflusst [213]. Arbeiten an süß- und bitterstoffdetektierenden 

Geschmackszelle deuten jedoch darauf hin, dass sowohl die durch Gα als auch Gβγ 

angeregte Erhöhung des intrazellulären Ca2+-Spiegels innerhalb ein und derselben Zelle 

synergetisch und synchron stattfinden kann [11, 168, 213]. So resultierte die Stimulation 

geschmacksrezeptiver Zellen mit Saccharose ebenfalls in einer Zunahme des IP₃-Level, 

wenn auch wesentlich geringer ausgeprägt als nach Stimulation mit den Süßstoffen Sac-

charin und SC-45647 [11]. Denatonium und Strychnin senken in bitter-schmeckenden 

Zellen den Spiegel zyklischer Nukleotide, woran eine an Gustducin gekoppelte Phos-

phodiesterase (PDE) beteiligt sein könnte [141, 168, 213].  

Perez et al. charakterisierten 2002 eine Untergruppe von geschmacksrezeptiven Zellen, 

die zusätzlich zu den Komponenten für die gustatorische Signaltransduktion – Gustdu-

cin, Gβ3, Gγ13, PLCβ2, IP₃RIII - den transienten spannungsabhängigen Ionenkanal 

„transient receptor potential cation channel subfamily M member 5“ (TRPM5) exprimie-

ren [152]. Es handelt sich hierbei um einen unspezifischen Ionenkanal, der in Folge eines 

schnellen Anstiegs des intrazellulären Ca2+-Level - verursacht beispielsweise durch Ak-

tivierung von PLCβ2 und Generation von IP₃ - für monovalente Kationen permeabel wird 

[157].  Dies führt zur Depolarisation und Transmitterfreisetzung. 

Zusammenfassend werden den GPCRs der Familien Tas1r und Tas2r, der α-Unterein-

heit eines selektiv in geschmacksrezeptiven Zellen exprimierten G-Proteins, α-Gustdu-

cin, dem Enzym PLCβ2 und dem Ionenkanal TRPM5 die Bedeutung beigemessen, die 
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Geschmackssensationen süß, bitter und umami zu transduzieren. Auf molekularer 

Ebene handelt es sich bei der Sinnesmodalität Geschmack jedoch keinesfalls um ein an 

die Geschmacksknospen des Mundraums gebundenes Geschehen, denn tatsächlich 

verfügen auch chemosensitive Zellen der Atemwege über die intrazellulären Signalpro-

teine zur Geschmackswahrnehmung (vgl. Abb. 1.3) [49, 50, 95], wodurch die Definition 

des Geschmacksvermögens eine grundlegende Erweiterung erfahren könnte.  

 

1.4 Die cholinerge Bürstenzelle der Atemwege und ihr chemosensitives Potential 

1.4.1 Entdeckung der Bürstenzelle im trachealen Epithel und strukturelle Analyse ihres 

Mikrovillisaums 

Die „cholinerge chemozeptive Bürstenzelle“ der Atemwege besitzt die Fähigkeit, auf lu-

minale Stimuli mit sekretorischen Vorgängen zu reagieren [88, 95, 126, 141]. Rhodin 

und Dalhamn charakterisierten 1956 als erste die Bürstenzelle der murinen Trachea, 

welche als vierter Epithelzelltyp neben den zilientragenden, sekretorischen und Ba-

salzellen elektronenmikroskopisch nachgewiesen werden konnte. Bestückt mit bürsten-

artigen Fortsätzen, durchzieht die eher seltene, polygonale Zelle die gesamte Höhe des 

hochprismatischen Epithels, wobei das basale konische Zellkompartiment an die Basal-

membran grenzt und das adluminale einen Bürstenschopf ins tracheale Lumen vor-

streckt [70, 117, 163]. Höfer et al. beschrieben zudem stachelartige Vorstülpungen im 

basolateralen Zellkompartiment, die aufgrund ihrer Immunreaktivität gegen Villin- und 

Fimbrin-Antikörper als basolaterale Äquivalente apikaler Mikrovilli identifiziert wurden 

[70]. Aufgrund des stabilen Aufbaus aus dichten, aktinfilamenthaltigen, durch die Struk-

turproteine Villin und Fimbrin quervernetzten Mikrovilli verleiht das adluminale Mikrovilli-

büschel dem Bürstenzellapex ein rigides Aussehen [70, 117]. Darüber hinaus ließen sich 

beispielsweise auch im Ductus pancreaticus und Ductus choledochus sowie in Dünn-

darm, Magen, Tuba auditiva, Lungen und Bronchien Bürstenzellen aufgrund ihres Ge-

halts an Villin darstellen, so dass sich der Antikörper gegen dieses Strukturprotein als 

immunologischer Marker für Bürstenzellen etablierte [70, 89, 96, 113]. Tracheale Bürs-

tenzellen verfügen des Weiteren über das Enzym Acetylcholintransferase (choline ace-

tyltransferase, ChAT) und den vesikulären Acetylcholintransporter (vesicular acetylcho-

line transporter, VAChT), die benötigt werden, um Acetylcholin zu synthetisieren und 

vesikulär zu speichern [97]. 
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1.4.2 Expression von Komponenten der geschmackszellspezifischen Signaltransdukti-

onskaskade durch die tracheale Bürstenzelle und ihre „Wächterfunktion“ 

Bereits kurz nach ihrer Erstbeschreibung wurde der trachealen Bürstenzelle wegen ihres 

Vesikelgehalts und der „epithelioneuralen“ Ver-

bindungen mit durch die Basalmembran hin-

durchtretenden Axonen eine Funktion als se-

kundäre Sinneszelle zugeschrieben [117]. Erste 

Hinweise auf das chemosensorische Potential 

trachealer Bürstenzellen lieferten Merigo et al. 

2005, indem sie immunhistochemisch flaschen- 

bis birnenförmige Zellen mit apikalen und late-

ralen Mikrovilli nachwiesen, die Gustducin ex-

primieren [126] (vgl. Abb. 1.3).  

Der Arbeitsgruppe um Finger gelang 2011 der 

Nachweis TRPM5- und Tas1r3-exprimierender 

Zellen in der Trachea, wobei sich herausstellte, 

dass alle Zellen, die den GPCR Tas1r3 beher-

bergen, Gustducin und TRPM5 koexprimieren 

[196]. In Übereinstimmung mit der Auffassung, 

dass verschiedene Geschmacksrezeptorfami-

lien, verteilt über die geschmacksrezeptiven 

Felder der Zunge, für die Erkennung unter-

schiedlicher Geschmacksliganden verantwort-

lich sind [2, 9, 11], existieren in der Trachea 

TRPM5- oder Gustducin-immunreaktive Zellen, 

die Tas1R3 nicht aufweisen [196]. Zudem wer-

den in den trachealen chemosensitiven Zellen 

TRPM5 und PLCβ2 koexprimiert. Neben 

Tas1R3, dem obligatorischen Baustein zur Bil-

dung funktionstüchtiger Rezeptoren für süße und Aminosäure (AS)-haltige Ge-

schmacksstoffe, exprimieren chemosensitive Zellen des respiratorischen Apparats über-

dies Tas2r, die sie zur Wahrnehmung bitterer Substanzen in dem das Lumen benetzen-

den Flüssigkeitsfilms befähigen [95, 196]. Die eingangs erwähnte Arbeit von Merigo et 

al. rückte das tracheale Epithel, und hierin besonders die Bürstenzelle, in den Fokus der 

Aufmerksamkeit, da sich dieser Zelltyp durch seinen Gehalt an Gustducin und PLCβ2 

für die periphere Chemozeption qualifizierte [126]. Gestützt wurden diese Ergebnisse 

Abb. 1.3 Übersicht über die Kompo-
nenten der kanonischen Geschmacks-
transduktionskaskade der chemosensi-
tiven Bürstenzelle. Abk: α3nAchR: ni-
kotinischer Acetylcholin-Rezeptor Un-
tereinheit α3. CGRP: Calcitoningen-
verwandtes Peptid. DAG: Diacylglyce-
rol. ER: Endoplasmatisches Retikulum. 
Gα: α-Untereinheit des G-Proteins. 
Gβγ: β- und γ-Untereinheiten des G-
Proteins. IP3: Inositol-1,4,5-trisphos-
phat. IP3RIII: Inositol-1,4,5-trisphos-
phat-Rezeptor Typ III. PDE: Phospho-
diesterase. PIP2: Phosphatidylinositol-
4,5-bisphosphat. PLCβ2: Phospholi-
pase C Untereinheit β2. TasR: Taste 
Receptor. TRPM5: Transient-Rezeptor-
Potential-Kation-Kanal Unterfamilie M 
Mitglied 5 
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durch die Tatsache, dass es sich bei den in der Trachea gefundenen, TRPM5-exprimie-

renden Zellen ebenfalls um Bürstenzellen handelt, da ihre apikalen und basolateralen 

Zelldifferenzierungen sich durch eine Villin-Immunreaktivität auszeichnen [88]. 

Bitterstoffe fallen beispielsweise im Rahmen einer bakteriellen Kolonisation an. In die 

unteren Atemwege gelangen Bakterien dabei hauptsächlich über die Atemluft. Krasteva 

et al. gelang der Nachweis, dass tracheale chemosensitive Bürstenzellen diese Bitter-

stoffe detektieren und über eine Ausschüttung von Acetylcholin cholinozeptive Nerven-

fasern mit den nikotinischen Acetylcholin-Rezeptor-(nAChR)-Untereinheiten α3β4α5 er-

regen, was über die Reduktion der Atemfrequenz einer weiteren Bakterieninokulation 

entgegenwirkt [95]. Cholinergen chemosensitiven Bürstenzellen kommt im trachealen 

Epithel somit eine „Wächterfunktion“ zu.  

 

1.5 Fragestellung 

Die Atemwege werden auf meh-

reren „Stufen“ durch chemosen-

sitive Bürstenzellen vor einwan-

dernden Bakterien geschützt 

(vgl. Abb. 1.4). Zusätzlich zur 

trachealen Bürstenzelle, die ei-

ner Ausbreitung schädigender 

Mikroorgansimen in Bronchien 

und Lunge entgegenwirkt, exis-

tieren bereits weiter proximal 

auch in der Nase cholinerge 

chemosensitive Zellen, deren 

Stimulation eine Herabsetzung 

der Atemfrequenz und somit 

ähnliche Schutzreflexe hervor-

ruft [49, 198]. Über die Erre-

gung trigeminaler Nozizeptoren 

durch cholinerge Neurotrans-

mission initiieren Bürstenzellen 

ebenfalls eine neurogene Inflammation [172].  Chemosensitive Bürstenzellen am Ein-

gang in das Vomeronasalorgan regulieren den Flüssigkeitseinstrom und damit den Ein-

tritt schädigender chemischer Stimuli in dieses Organ [139].  Des Weiteren finden sich 

Abb. 1.4 Übersicht über das Vorkommen chemosensi-
tiver Bürstenzellen, modifiziert nach [50]. Abdruck mit 
Genehmigung von Faculty of 1000. 

Tuba auditiva

Nasenepithel

Geschmacksknospen

ThymusTrachea

Bindehaut

Magen

Gallengänge

Dünndarm
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diese Wächterzellen in der Tuba auditiva, die Bakterien auf ihrem Weg in das Mittelohr 

vorgeschaltet ist [96]. Cholinerge chemosensitive Bürstenzellen „bewachen“ zudem oku-

läre Eintrittspforten: Hierfür sind sie am medialen Augenwinkel im Fornix der Bindehaut 

lokalisiert, um möglicherweise über die Freisetzung von Acetylcholin die Mukussekretion 

durch benachbarte Becherzellen sowie ebenfalls die Entwicklung einer neurogenen In-

flammation zu stimulieren [209].  

Die Nachbarschaft zum Anus sowie ihre kurze Länge – zumindest bei der Frau – prädis-

ponieren die Urethra für eine bakterielle Besiedlung, was sich in der Häufigkeit urogeni-

taler Infektionen widerspiegelt. Unter der Annahme einer Wächterfunktion wäre die Po-

sitionierung der cholinergen chemosensitiven Bürstenzelle an dieser weiteren potenziel-

len Eintrittspforte für Mikroorganismen daher äußert sinnvoll. 

In der vorliegenden Arbeit sollte mit immunhistochemischen Methoden die Möglichkeit 

des Vorkommens einer chemosensorischen Bürstenzelle des Urogenitaltrakts unter-

sucht werden. Ihre weitere Charakterisierung und Abgrenzung zur bekannten urethralen 

neuroendokrinen Zelle erfolgte anhand gentechnisch veränderter Mausstämme, die das 

verstärkte grün fluoreszierende Protein (enhanced green fluorescent protein, eGFP) un-

ter Kontrolle des Promoters der ChAT exprimieren [42, 190].  
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2. MATERIAL UND METHODEN 

2.1 Chemikalien und Reagenzien 

Substanz Strukturformel Quelle 

Dinatriumcarbonat Na2CO3 Merck; Darmstadt 

Dinatriumhydrogenphosphat- 

Dihydrat 

Na2HPO4×2H2O Carl Roth; Karlsruhe 

Flüssigstickstoff N2 Linde; Leuna 

Formaldehyd CH2O Merck; Darmstadt 

Glycerin C3H8O3 Merck; Darmstadt 

Isofluran (1-Chloro-2,2,2-

trifluorethyl-

difluoromethylether) 

C3H2CIF5O Baxter; Unterschleißheim 

2-Methylbutan C5H12 Carl Roth; Karlsruhe 

Natriumchlorid NaCl Carl Roth; Karlsruhe 

Natriumdihydrogenphosphat- 

Dihydrat 

NaH2PO4×2H2O Carl Roth; Karlsruhe 

Natriumhydrogencarbonat NaHCO3 Merck; Darmstadt 

Natronlauge NaOH Merck; Darmstadt 

Paraformaldehyd HO(CH2O)nH Merck; Darmstadt 

Pikrinsäure (Trinitrophenol) C6H3N3O7 Merck; Darmstadt 

Polyvinylpyrrolidon (C6H9NO)n Merck; Darmstadt 

Procainhydrochlorid C13H21CIN2O2 Merck; Darmstadt 

Saccharose D (+) C12H22O11 Carl Roth; Karlsruhe 

Salzsäure HCl Merck; Darmstadt 

Tween 20 (Polyoxyethylen-

Sorbitan Monolaurat) 

C58H114O26 Sigma-Aldrich Chemical 

Co; St. Louis, USA 

 

Tab. 2.1: Auflistung der verwendeten Chemikalien und Reagenzien 

 

2.2 Lösungen und Puffer 

Carbonat-gepuffertes Gycerol: 50 ml 0,5 M Natriumhydrogencarbonat werden mit 0,5 M 

Dinatriumcarbonat auf einen pH-Wert von 8,6 eingestellt. Ein Teil dieser Lösung wird mit 

zwei Teilen Glycerin gemischt.  
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Lösung A: 31,2 g Natriumdihydrogenphosphat-Dihydrat werden in einem Liter Aqua 

dest. gelöst und bei 4°C gelagert. 

Lösung B: 35,6 g Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat löst man in einem Liter 

destillierten Wassers. Der Ansatz kann bei Raumtemperatur aufbewahrt werden. 

PBS (Phosphate-Buffered Saline): 28,75 ml der Lösung A, 96,2 ml der Lösung B und 

22,4 g Natriumchlorid werden vermischt und mit destilliertem Wasser auf 5 l aufgefüllt. 

Der Ansatz wird gut gerührt und auf einen pH-Wert von 7,4 eingestellt.  

PBS+S: Die Herstellung entspricht der des PBS mit der Ausnahme, dass 44,8 g statt 

22,4 g Natriumchlorid zugesetzt werden. 

Blocklösung: Das Blockserum besteht aus 10%-igem normalen Pferdeserum (PAA 

Laboratories GmbH; Pasching, Österreich), 0,1%-igem bovinen Serumalbumin (Sigma-

Aldrich Chemical Co; St. Louis, USA) und 0,5%-igem Tween 20, die in PBS gelöst 

werden. 

Phosphatpuffer, 0,1 M: 115 ml Lösung A und 385 ml Lösung B werden vermengt, 500 

ml Aqua dest. hinzugefügt und ein pH-Wert von 7,4 eingestellt.  

4% Paraformaldehyd in 0,1 M Phosphatpuffer: 40 g Paraformaldehyd werden mit 500 ml 

destilliertem Wasser unter dem Abzug verrührt und dabei auf 70°C erhitzt. In diese 

milchig-trübe Lösung wird tropfenweise 0,2 M Natronlauge eingebracht bis sie klar wird.  

Nach Erkalten des Ansatzes werden 500 ml 0,2 M Phosphatpuffer hinzugefügt und ein 

pH von 7,4 eingestellt. Nach zweimaligem Filtrieren durch eine Membran mit einer 

Porengröße von 3 µm bzw. 0,6 µm ist die Lösung gebrauchsfertig. 

Gesättigte Pikrinsäure: 30 bis 50 g Pikrinsäure löst man in ca. einem Liter heißem Aqua 

dest. und lässt die Lösung über Nacht erkalten, wodurch sich ein Bodensatz in Form von 

Kristallen bildet. Der Überstand stellt die gesättigte Pikrinsäure dar, die nach 

zweimaligem Filtrieren weiterverwendet werden kann.  

Vorspüllösung: Nach Forssmann et al. werden in einem Liter Aqua dest. 25 g 

Polypyrrolidon, 9 g Natriumchlorid und 5 g Procainhydrochlorid gelöst und vermischt. Vor 

dem Gebrauch wird die Lösung durch zwei Membranen mit 3 µ und 0,6 µm großen Poren 

filtriert [52].  

Zamboni-Fixans: 50 ml 37%-ige Formaldehydlösung, 500 ml 0,2 M Phosphatpuffer und 

150 ml gesättigte Pikrinsäure werden vermengt. Mit destilliertem Wasser wird die Lösung 

auf einen Liter aufgefüllt [180]. 
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2.3 Antikörper 

Zur Untersuchung der urogenitalen Bürstenzelle wurden folgende Primär- und 

Sekundärantikörper verwendet (Tab. 2.2 und 2.3). 

2.3.1 Primäre Antikörper 

Antigen Wirtsspezies/Klon Verdünnung Quelle 

eGFP Hühnchen, 

polyklonal 

NB 100-1614 

1: 16000 Novus Biologicals; 

Littleton, USA 

Gustducin Kaninchen, 

polyklonal 

sc-395 

1: 6000 Santa Cruz 

Biotechnology, 

Inc.; 

Heidelberg 

PGP 9.5  Kaninchen, 

polyklonal       

BT 78-6305-04 

1: 4000 Biotrend 

Chemikalien 

GmbH; Köln 

PLCβ2 Kaninchen, 

polyklonal 

sc-206 

1: 800 Santa Cruz 

Biotechnology, 

Inc.; Heidelberg 

TRPM5 Kaninchen 72, 

polyklonal 

1: 4000 Kaske et al. (2007); 

Marburg 

VAChT Ziege, polyklonal 

BT 1007 

1: 40000  Biotrend 

Chemikalien 

GmbH; Köln 

Villin  Kaninchen, 

polyklonal 

V-2121-95 

1: 100 US-Biological; 

Swampscott, USA 

CGRP (Calcitonin 

Gene-Related 

Peptide) 

Ziege, polyklonal 

BT 17-2090-07 

 

1: 4000 Biotrend 

Chemikalien 

GmbH; Köln 

CgA Kaninchen, 

polyklonal, C-term 

1: 400 Epitomics, Inc.; 

Burlingame, USA 

5-HT Ratte, monoklonal 

ab 6336 

1: 100 Abcam; 

Cambridge, UK 
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Tas1r3 Kaninchen, 

polyklonal 

ab 74732 

- Abcam; 

Cambridge, UK 

ChAT Ziege, polyklonal 

AB144P 

- Chemicon; 

Temecula, USA 

 

Tab. 2.2: Verwendete Primärantikörper für immunhistochemische Untersuchungen am murinen 
Urogenitaltrakt 

 

 

2.3.2 Sekundäre Antikörper 

Antigen Wirtsspezies Konjugat Verdünnung Quelle 

Kaninchen-

IgG  

Esel Cy3 1: 2000 Millipore; 

Temecula, USA 

Ziegen-

F(ab)² 

Esel Cy3 1: 800 Millipore; 

Temecula, USA 

Hühnchen-

Ig 

Esel Cy3 1: 2000 Jackson-Immuno 

Research 

Laboratories; 

Suffolk, 

Großbritannien 

Hühnchen-

Ig 

Esel FITC 1: 400 bzw. 1: 800 

(chargenabhängig) 

Jackson-Immuno 

Research 

Laborarories; 

Suffolk, 

Großbritannien 

Ratten-Ig Esel Cy3 1: 1000 Jackson-Immuno 

Research 

Laboratories; 

Suffolk, 

Großbritannien 

 

Tab. 2.3: Verwende Sekundärantikörper für immunhistochemischen Untersuchungen am 
murinen Urogenitaltrakt, Abk.: Cy3: Indocarbocyanin, FITC: Fluoresceinisothiocyanat 
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Um einen Vergleich zwischen der Eigenfluoreszenz des eGFP cholinerger Zellen und 

des durch einen Antikörper verstärkten eGFP-Signals ziehen zu können, wurden 

stichprobenartig urethrale Schnittpräparate unter den ChATBAC-eGFP-positiven Mäusen 

ausgewählt und mit dem Antikörper Hühnchen-anti-eGFP sowie nachfolgend einem 

Cy3-konjugierten Sekundärantikörper inkubiert. EGFP-positive Zellen leuchteten grün; 

band der Antikörper an das Antigen eGFP, sah man ein rot-oranges Signal. Im Falle 

einer positiven Eigenfluoreszenz und Antikörperverstärkung stellte sich die Zelle 

zweifarbig dar, was durch Wahl geeigneter Filter am Fluoreszenzmikroskop nachweisbar 

war. Die Fluoreszenz eGFP-positiver Zellen wurden in den meisten Gewebeschnitten 

durch Inkubation mit dem Primärantikörper Hühnchen-anti-eGFP und 

Sekundärantikörper Esel-anti-Hühnchen-Ig-FITC verstärkt.  

 

2.4 Laborbedarf und Geräte 

2.4.1 Laborbedarf 

Fabrikat Hersteller 

Cryomold Standard (25 × 20 × 5 mm), 

Intermediate (15 × 15 × 5 mm), Biopsy (10 

× 10 × 5 mm) 

Sakura Finetek USA, Inc.; Torrance, USA 

Deckgläser 24 × 60 mm, Dicke 0,13-0,16 

mm 

R. Langenbrinck; Emmendingen 

Fettstift Super PAP PEN IM 3580 Immunotech; Marseille, Frankreich 

Filterpapier Schleicher und Schuell; Dassel 

Objektträger Super Frost Plus 25 × 75 × 

1,0 mm 

R. Langenbrinck; Emmendingen 

Pipetten 0,2-1000 µl  Gilson; Middleton, USA 

Pipettenspitzen 10 µl, 1-200 µl, 101-1000 

µl 

Star Lab; Ahrensburg 

Tissue Tek O.C.T Compound Sakura; Alphen aan den Rijn, 

Niederlande 

 

Tab. 2.4: Fabrikate für den Gebrauch im Labor und deren Hersteller  
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2.4.2 Geräte 

Gerät Hersteller 

Kryostat Leica CM 1900, Seriennummer 

0737 

Leica; Bensheim 

Fluoreszenzmikroskop Zeiss Axioplan 2 

imaging 

Zeiss; Jena 

Kamera Axio Cam color Zeiss; Jena 

  
Tab. 2.5: Verwendete Geräte 

 

2.5 Tiere 

Die vorliegende Arbeit wurde an transgenen ChATBAC-eGFP-Mäusen durchgeführt, 

deren Zellen und Nerven vom cholinergen Phänotyp eGFP exprimieren [42, 190]. Tallini 

et al. generierten 2006 und von Engelhardt et al. 2007 gentechnisch veränderte Tiere, 

sodass zwei Gründerstämme existieren.  In beiden Fällen wurde ein eGFP-Genkonstrukt 

mittels homologer Rekombination in ein bakterielles künstliches Chromosom (BAC: 

bacterial artifical chromosome) als Vektor integriert. Transkription und Translation des 

eGFP erfolgen unter der Expression der Promotorsequenz der ChAT. 

Die Versuchstiere wurden im Zentralen Tierlabor der Justus-Liebig-Universität in Gießen 

nach Genehmigung durch die zuständige Behörde gehalten und gezüchtet (RP Gießen, 

Referenznummer A 29/2009, A 5/2010, A 11/2011). Alle Tiere wurden in Käfigen mit 

einer ad libitum Wasser- und Futterversorgung sowie einem Hell-Dunkel-Rhythmus von 

zwölf Stunden gehalten. 

Sieben männliche und fünf weibliche ChATBAC-eGFP- Mäuse aus dem Labor Tallini, zwei 

männliche Mäuse aus dem Labor von Engelhardt, sowie fünf Tiere des Wildtyps 

C57Bl/6N (Zentrales Tierlabor, Justus-Liebig-Universität Gießen) wurden durch eine 

inhalative Überdosierung des volatilen Anästhetikums Isofluran in einer 

abgeschlossenen Glasglocke getötet. 

 

2.6 Gewebegewinnung und -aufbereitung 

2.6.1 Perfusionsfixation 

Um sich Zugang zum Herzen unter gleichzeitiger Schonung des Lungengewebes zu 

verschaffen, wurde vorerst ein Hautschnitt vom Abdomen bis zur Kehlkopfregion 

gesetzt. Durch Eröffnung des Bauchfells wurden die Abdominalorgane dargestellt und 
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das Diaphragma eingeschnitten. Die resultierende Atelektase der Lunge schaffte den 

nötigen Raum, um die Pars parietalis des Perikards von der Brustwand zu lösen und das 

Rippenkorsett am Sternum über dem Herzen zurückzuklappen. Um unzureichende 

Gewebeperfusion durch Thrombenbildung zu vermeiden, wurden 0,1 ml Heparin 

(Heparin-Natrium-25000-ratiopharm, ratiopharm GmbH; Ulm) in den linken Ventrikel des 

freigelegten Mausherzes gespritzt. Der rechte Vorhof wurde eröffnet und der linke 

Ventrikel sondiert. Durch diese Sonde wurde das Tier zuerst mit ca. 200 ml 

Vorspüllösung perfundiert. Im Anschluss erfolgte die Perfusionsfixation mit ca. 500 ml 

4%-igen PFA oder Zamboni-Fixans. 

 

2.6.2 Gewebepräparation 

Nach Entnahme eines kurzen Stücks des Colons wurden zunächst große Teile des 

Darmkonvoluts entfernt, um Einsicht in den retroperitonealen Raum zu erlangen. Die am 

oberen Nierenpol liegenden Nebennieren wurden herauspräpariert. Der Verlauf der 

Urethra innerhalb des urogenitalen Systems konnte bei beiden Geschlechtern durch 

Spaltung der Symphyse lückenlos nachvollzogen werden. Die Ureteren und Ductus 

deferentes des männlichen Tieres wurden blasennah abgesetzt, sodass Nieren, Hoden 

und Nebenhoden in situ verblieben, während die restlichen Organe des urogenitalen 

Systems - Blase, Bläschendrüsen, Koagulationsdrüsen, Prostata, Urethra, 

Vorhautdrüsen und Penis - en bloc entnommen wurden. Beim Weibchen wurden die 

Harnleiter ebenfalls nahe ihrer Einmündungsstellen in die Blase durchtrennt und die 

Vagina senkrecht zu ihrem Verlauf ausgehend vom Orificium halbiert, um auch den 

distalen, in der vaginalen Wand verlaufenden Anteil der Urethra und das urethrale 

Ostium zu erfassen. Somit konnten die Blase, Urethra, Vagina und Drüsen der Klitoris 

zusammenhängend präpariert werden. Weiterhin wurde der bis zur Kehlkopfregion 

geführte Hautschnitt erweitert und die Trachea entnommen. Ebenfalls wurde das Fell 

über der Kaumuskulatur abgezogen, um ein Stück dieser kräftig ausgebildeten 

Skelettmuskulatur herauszunehmen. Darauf wurden der Unterkiefer und die 

Mundbodenmuskulatur großzügig abgetrennt, was Zugang zur Zunge schaffte, die 

ebenfalls herausgeschnitten wurde. 

 

2.6.3 Darstellung des Harntrakts durch transurethrale retrograde Farbstoffinjektion  

An jeweils einem männlichen und einem weiblichen Tier wurde die Urethra wie unter 

2.6.2 beschrieben in situ freigelegt und mit einer peripheren Venenverweilkanüle 

(„Vasofix Safety“, 22 Gauge, B. Braun Melsungen AG; Melsungen) sondiert. Eine 
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Einmalspritze („Injekt Solo“, 5 ml, B. Braun Melsungen AG; Melsungen) wurde mit dem 

Farbstoff Methylenblau (1-2%-ig in Aqua dest., Merck; Darmstadt) gefüllt und mit der 

Kanüle verbunden. Der Farbstoff wurde hiernach retrograd über die intraurethrale 

Kanüle langsam injiziert, bis eine blaue Färbung der Harnblase zu beobachten war, die 

eine komplette Füllung des Harntrakts anzeigte. 

 

2.6.4 Aufbereitung des Gewebes für die Kryokonservierung 

Die entnommenen Organe wurden vier bis fünf Tage mit 0,1 M Phosphatpuffer gespült, 

um Reste der Fixationslösung und Verunreinigungen auszuwaschen. Es folgte die 

Lagerung des Gewebes in 18%-iger Saccharose, gelöst in 0,1 M Phosphatpuffer über 

Nacht, um Gefrierschutz zu gewährleisten. Danach wurde das Gewebe in mit Tissue Tek 

gefüllte Cryomold-Plastikförmchen (Tab. 2.4) eingebettet und in 2-Methylbutan, das 

durch flüssigen Stickstoff unter 0°C gekühlt wurde, schockgefroren. In dieser Form 

wurden die Organproben bis zur Einleitung weiterer Arbeitsschritte bei -80°C konserviert. 

 

2.7 Herstellung von Gefrierschnitten 

Mit einem Kryostaten (Tab. 2.5) wurden aus den Gewebeblöckchen 10 µm dünne 

Schnitte angefertigt und auf Objektträger aufgezogen. Hierbei schnitt man die Urethra 

hauptsächlich in der Transversalebene an, so dass Anschnitte mit rundem bzw. ovalem, 

in sich geschlossenem Lumen resultierten. Nach einstündiger Trocknung bei 

Raumtemperatur lagerten die Objektträger bei -20°C bis zu ihrer Verwendung für 

immunhistochemische Versuche. 

 

2.8 Indirekte Immunhistochemie 

2.8.1 Einfache indirekte Immunhistochemie 

Jeder Objektträger wurde mit vier bis fünf Gewebeanschnitten versehen, welche im 

Folgenden zur Vorbereitung auf die immunohistochemische Inkubation mit einem 

Fettstift (Tab. 2.4) umrandet wurden. Für ca. zehn Minuten trockneten die Präparate bei 

Raumtemperatur. Danach wurden sie für eine Stunde bei Raumtemperatur in einer 

feuchten Kammer mit Blocklösung inkubiert, um unspezifische Proteinbindungsstellen 

abzusättigen. Im nächsten Arbeitsschritt wurde das Blockserum abgesaugt und der 

primäre Antikörper, der zuvor mir PBS+S auf seine optimale Konzentration verdünnt 

worden war (Tab. 2.2), aufgetragen.  Die Inkubation erfolgte über Nacht ebenfalls in einer 
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feuchten, mit Parafilm (Bemis; Neenah, USA) luftdicht verschlossen Kammer. Es 

schlossen sich zwei jeweils zehn Minuten dauernde Waschvorgänge in PBS an, bevor 

die Objektträger für eine Stunde mit dem sekundären Antikörper bestückt wurden (Tab. 

2.3). Dieser Antikörper stammte aus einem Wirtstier (z. B. Esel), das gegen 

Immunglobuline der Spezies, aus der der Primärantikörper stammte (z. B. Kaninchen), 

immunisiert worden war. Der sekundäre Antikörper richtete sich gegen den Fc-Teil des 

primären und war an ein Fluorochrom gekoppelt. Im Hinblick auf ein mögliches 

Verblassen des Fluoreszenzfarbstoffes durch langen oder intensiven Lichteinfall wurden 

diese Inkubation und alle folgenden Schritte im Dunkeln durchgeführt. Nach zwei 

weiteren, je zehn Minuten dauernden Wäschen in PBS-Puffer wurden die 

Schnittpräparate für zehn Minuten in 4%-igem PFA nachfixiert. Reste des Fixiermittels 

wurden in PBS für zwei Mal zehn Minuten abgespült und die Gewebeanschnitte mit 

gepuffertem Glycerol eingedeckelt. Vor der mikroskopischen Auswertung lagerten die 

Objektträger über Nacht bei 4°C in Dunkelheit.  

Während die Arbeitsschritte ab der Bestückung mit dem Sekundärantikörper bei allen 

Tieren lichtgeschützt durchgeführt wurden, musste bei ChATBAC-eGFP-positiven 

Mäusen grundsätzlich schon beim initialen Trocknen, Blockieren, Inkubieren mit dem 

Primärantikörper und Waschen darauf geachtet werden, das Gewebe vor Licht 

abzuschirmen, auch wenn von einer relativ beständigen Fluoreszenz des eGFP 

ausgegangen werden kann [18]. 

Zusätzlich wurde allen Gewebeanschnitten zusammen mit dem sekundären Antikörper 

der DNA-bindende Farbstoff DAPI (4`,6-Diamidin-2-phenylindol, 1 mg/ml, 1:1000 

verdünnt in PBS, Sigma-Aldrich; St. Louis, USA) zugesetzt. Dieser ließ Zellkerne blau 

fluoreszieren, wodurch die Auszählung und Erfassung durch andere Fluorochrome 

markierter Zellen ermöglicht bzw. erleichtert wurde.   

 

2.8.2 Doppelimmunfluoreszenz 

Die Methodik der Doppelimmunfluoreszenz ermöglicht die gleichzeitige Markierung 

zweier Antigene im Schnittpräparat. Das Versuchsprotokoll für die Doppelmarkierung 

entspricht dem für die einfache indirekte Immunhistochemie (Immunhistochemie IHC), 

mit der Ausnahme, dass jeweils zwei primäre und zwei sekundäre Antikörper verwendet 

und zusammen auf den Objektträger aufgetragen werden. Um methodische Fehler 

durch Wechselwirkungen zwischen beiden Primärantikörpern auszuschließen, erfolgte 

stichprobenartig auch eine getrennte Inkubation. Im Fall der getrennten Inkubation mit 

den Primärantikörpern verlängerte sich der Versuchsablauf um einen Tag, da beide 

Antikörper nacheinander jeweils eine Nacht auf den Schnitten verblieben. Am nächsten 



25 
 

bzw. übernächsten Tag wurde die überschüssige Antikörperlösung mit PBS 

abgewaschen, so dass die Schnittpräparate mit den sekundären Antikörpern bestückt 

werden konnten.  Hierbei verwendete man Antikörper, die sich jeweils gegen diejenige 

Tierspezies richteten, die den Primärantikörper gebildet hatte und die an Fluorochrome 

zweier gut voneinander unterscheidbarer Farbspektren gekoppelt waren. Die 

nachfolgenden Waschvorgänge und die Schnittfixierung in 4%-igem PFA fanden analog 

zum Protokoll für die einfache IHC statt. 

Immunhistochemische Markierungen mit zwei aus derselben Tierspezies stammenden 

Primärantikörpern ermöglichte die Verwendung des Alexa Fluor® Antibody Labeling Kits 

(Invitrogen, Thermo Fisher Scientific Inc.; Waltham, USA), mit dem der zweite primäre 

Antikörper vor der Schnittinkubation direkt an ein Fluorophor gekoppelt wurde. Analog 

zum Vorgehen bei der einfachen indirekten IHC erfolgte die Bestückung der Objektträger 

mit dem ersten Primär- und Sekundärantikörper (siehe 2.8.1) über Nacht 

(Primärantikörper) bzw. für eine Stunde (Sekundärantikörper). Nach dreimaligem 

Waschen mit PBS für jeweils zehn Minuten und Nachfixieren in 4% PFA für 10 min 

wurden die Schnitte mit dem zweiten primären Antikörper inkubiert, welcher zuvor an 

Alexa Fluor® 647, einen rot fluoreszierenden Farbstoff, gekoppelt worden war: Der 

Antikörper (z.B. Anti-PLCβ2, Verdünnung 1:250) wurde erst mit der Labeling-

Komponente A (17,6 µl, berechnet aus 2200 µl benötigtem Endvolumen bei 22 

Objektträgern, 8,8 µl bzw. 1,76 µg benötigtem Antikörper bei einer Antikörper-

Konzentration von 200 µg/ml und 10 µl der Komponenten A und B pro 1 µg Ig), dann mit 

der Blocking-Komponente B (17,6 µl) für jeweils fünf Minuten inkubiert. Die mit PBS auf 

das Endvolumen aufgefüllte Antikörperlösung (2156 µl, berechnet aus 2200 µl - 8,8 µl – 

2 x 17,6 µl) wurde weitere fünf Minuten inkubiert, bevor sie für eine Stunde auf die 

Schnitte aufgebracht wurde. Nach 20 Minuten Waschen in zwei Schritten in PBS und 

Schnittfixierung in 4%-igem PFA konnten die Schnittpräparate in Glycerol eingedeckelt 

werden.  

 

2.9 Auswertung am Fluoreszenzmikroskop 

2.9.1 Fluoreszenzmikroskopie 

Die Auswertung der inkubierten Schnitte erfolgte an einem Auflichtfluoreszenzmikroskop 

(Tab. 2.5). Als Lichtquelle diente eine Quecksilberdampflampe, deren generiertes Licht 

das gesamte sichtbare Spektrum umfasst. Dieses Licht passiert einen Anregungsfilter, 

der nur Licht eines bestimmten Wellenlängenbereiches durchtreten lässt, entsprechend 

des Absorptionsspektrums des jeweils an den Sekundärantikörper gekoppelten 
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Fluorochroms. Der dadurch angeregte Fluoreszenzfarbstoff emittiert das Licht 

wiederrum in Form eines spezifischen Emissionsspektrums. Das Licht durchläuft einen 

dichroischen Spiegel und einen Sperrfilter, wodurch es dem Betrachter im 

charakteristischen Farbton erscheint, wohingegen der dichroische Spiegel das Licht der 

benötigten Wellenlängen zur Anregung des Fluorophors reflektiert. Auf diese Weise 

stellen sich die Fluorochrome FITC grün, Cy3 rot-orange und Alexa Fluor® 647 rot dar. 

Zellkerne wurden mit DAPI markiert, wobei es sich um einen DNA-Farbstoff handelt, der 

blau leuchtet. Die Filterbezeichnungen, Farben, Erregerfilter- und Sperrfilterspektren, 

sowie Wellenlängen der dichroischen Spiegel der verwendeten Fluorophore sind in 

Tabelle 2.6 genauer aufgeführt. 

Farb-

stoff 

Filterbe-

zeichnung 

Farbe Erregerfilter-

spektum 

Sperrfilter-

spektum 

Dichroischer 

Spiegel 

DAPI U-MNUA Blau 360-370 nm 420-460 nm 400 nm 

FITC U-MNIBA Grün 460-490 nm 515-550 nm 505 nm 

Cy3 U-M41007A Rot-

Orange 

525-560 nm 570-650 nm  555 nm 

Alexa 

Fluor® 

647 

U-M41008 Infrarot 590-650 nm 665-740 nm 655 nm 

 

Tab 2.6: Übersicht über Filterbezeichnungen, Farbstoffe und deren Farben, Erregerfilterspektren, 
Sperrfilterspektren und dichroische Spiegel des Fluoreszenzmikroskops. 

 

2.9.2 Auswertung der inkubierten Schnittpräparate 

Jeder urethrale Anschnitt wurde unter dem Fluoreszenzmikroskop ausgewertet, insofern 

man die Urethra in ihrer gesamten Zirkumferenz sehen konnte. Je nachdem welche 

Fluorophore im Detektionssystem Verwendung gefunden hatten, wurden die passenden 

Fluoreszenzfilter eingestellt und alle Zellen gezählt, die grün, rot bzw. rot-orange 

leuchteten. Fanden sich nach Durchführung von immunhistochemischen 

Doppelmarkierungen zwei Antigene in einer Zelle, fluoreszierte diese grün und rot bzw. 

rot-orange. Alle Zellen, die fluoreszierten und so angeschnitten waren, dass der Zellkern 

sichtbar war, fanden Eingang in die statistische Wertung. 

Mithilfe der Kamera „Axio Cam color“ und der Bildverarbeitungssoftware „Axio Vision 

Release“ (Versionen 4.7 und 4.8) wurden fluoreszenzmarkierte Zellen fotografiert und 

als zvi-sowie tif-Dateien gespeichert. Die Bildbearbeitung beschränkte sich auf 

Anpassungen der Helligkeit und des Kontrasts mittels des Programms „Power Point“. 
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2.10 Spezifitätskontrollen der immunhistochemischen Markierungen 

2.10.1 Positivkontrolle 

Die Positivkontrolle dient als Test für die Funktionalität des primären Antikörpers, sein 

Antigen zu erkennen. Es wurde hierfür Gewebe, in dem das jeweilige Antigen 

nachweislich exprimiert wird, entsprechend des Protokolls für die einfache indirekte IHC 

inkubiert. Bei jeder Inkubationsserie wurde zusammen mit den urethralen 

Schnittpräparaten eine Positivkontrolle mitgeführt und hinsichtlich Blockierung, 

Schnittfixierung und Einbettung identisch behandelt. 

Die nachfolgende Tabelle 2.7 listet das jeweils verwendete Organ für die 

Positivkontrollen der verschiedenen Primärantikörper auf. 

Nachzuweisendes Antigen Organ für Positivkontrolle 

eGFP Colon 

PGP  Colon, Harnblase 

CgA Nebennierenmark 

Villin Colon, Trachea 

Gustducin Geschmacksknospen der Zunge 

PLCβ2 Trachea 

TRPM5 Geschmacksknospen der Zunge 

CGRP Colon 

5-HT Colon 

VAChT Skelettmuskel 

ChAT Skelettmuskel 

Tas1r3 Geschmacksknospen der Zunge 

 

Tab 2.7: Auflistung der für immunhistochemische Positivkontrollen verwendeten Organe 

 

2.10.2 Negativkontrolle 

Mithilfe der Negativkontrolle kann festgestellt werden, ob der sekundäre Antikörper 

unspezifische Bindungen im Gewebe eingeht. Bei dieser Kontrolle wird ebenfalls nach 

dem Protokoll für die einfache indirekte IHC vorgegangen, anstatt des primären 

Antikörpers jedoch nur PBS auf Gewebe mit gesicherter Immunreaktivität mit dem 

Primärantikörper aufgetragen. Bei fehlender Fluoreszenz liegen keine falsch-positiven 

Immunmarkierungen durch die Sekundärreagenzien vor. 
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2.10.3 Präabsorptionskontrolle 

Die Präabsorptionskontrolle dient dem Nachweis, dass ein Primärantikörper sein Epitop 

spezifisch erkennt. Durch Vorinkubation mit einem Peptid, das sich gegen die 

Antigenstrukturen des primären Antikörpers richtet, werden die Antigenbindungsstellen 

des Antikörpers besetzt und eine Bindung an das Antigen im Gewebe verhindert. Das 

Gewebe bleibt nach Inkubation mit dem präabsorbierten Antikörper folglich 

immunnegativ.  

Das Peptid (sc-395 P und sc-206 P zur Präabsorption von Gustducin bzw. PLCβ2, beide 

von Santa Cruz Biotechnology, Inc.; Heidelberg) wurde in der Konzentration 20 µg/ml in 

der entsprechenden Gebrauchskonzentration des Primärantikörpers über Nacht im 

Kühlschrank bei 4°C zusammengeführt.  Mit dem präabsorbierten Gemisch wurde ein 

Schnittpräparat analog zum Vorgehen bei der einfachen indirekten IHC bestückt. 

Zusätzlich wurde ein Gewebeanschnitt mitgeführt, der mit dem jeweiligen, nicht-

präabsorbierten Primärantikörper inkubiert wird. An einem weiteren Präparat wurde eine 

Negativkontrolle durchgeführt. 

Da für den Anti-TRPM5-Antikörper kein Peptid für eine Präabsorptionskontrolle erhältlich 

war, wurde die Spezifität der Markierung durch Inkubation mit einem Präimmunserum 

überprüft [88]. 

 

2.11 Auszählung der Zellen und statistische Auswertung 

Fluoreszierende Zellen wurden in Tabellen erfasst. Die erstellten Tabellen umfassten 

drei Kategorien. Leuchtete eine Zelle sowohl im FITC-Filter grün als auch rot-orange im 

Cy3-Filter, sprach dies für eine Kolokalisation der Antigene innerhalb der Zelle, welche 

folglich zur Kategorie +/+ gezählt wurde. Je nachdem, ob eine Zelle allein positiv mit dem 

in der Tabelle an erster oder zweiter Stelle stehenden Antikörper reagierte, wurde sie 

der Kategorie +/- oder -/+ zugeordnet. Bei dem an zweiter Stelle aufgeführten Antikörper 

handelte es sich zumeist um Hühnchen-anti-eGFP zur Verstärkung des eGFP. Für jeden 

einzelnen der untersuchten Objektträger mit urethralen Anschnitten wurde eine Tabelle 

erstellt. 

Unter Berücksichtigung des Geschlechts der Maus und unterschiedlichen Lokalisationen 

innerhalb der Harnröhre wurden alle Zellen, die mit demselben Antikörper aus Tab. 2.2 

bestückt worden waren, zusammengezählt. Ausgehend von dieser absoluten Zahl an 

leuchtenden Zellen, wurden relative Prozentsätze der Zellen berechnet, die für beide 

oder nur ein Antigen immunreaktiv waren. In Abhängigkeit von der Anzahl an 

Versuchstieren (n) ergaben sich n mal drei (für drei Kategorien) Prozentzahlen, welche 



29 
 

in der Folge statistisch ausgewertet wurden. Unter Zuhilfenahme des 

Kalkulationsprogrammes „Microsoft Excel“ wurden der Mittelwert und die 

Standardabweichung ausgerechnet und die Daten grafisch veranschaulicht. 

 

 

3. ERGEBNISSE 

3.1 Abschnittsgliederung der Urethra 

3.1.1 Männchen 

Makroskopisch wird die Harnröhre des Männchens in penilen Abschnitt, von Muskulatur 

umhülltes Divertikel, pelvinen Abschnitt und Colliculus seminalis (Abb. 3.1) eingeteilt. 

Auf mikroskopischer Eben wurden die Segmentgrenzen der urethralen Organabschnitte 

festgelegt, indem transversale, mittels des Fluoreszenzfarbstoffs DAPI gefärbte 

Schnittserien in Abständen von jeweils ca. 500 µm, untersucht wurden. 

Der vom Harn zuletzt passierte – distalste - Teil der Harnröhre ist der penile Abschnitt 

(Abb. 3.2-3.4). Am Orificium externum urethrae besteht die urethrale Mukosa aus einem 

bis zu neunschichtigen verhornten Epithel. In Richtung der Harnblase läuft die Horn-

schicht nach ca. einem Millimeter aus und das Epithel verfügt über drei bis fünf Zell-

schichten. Das vorerst sternförmig gefaltete urethrale Lumen nimmt harnblasenwärts 

eine zunehmend hufeisen- bis bananenförmige Konfiguration ein und wird von wenigen 

PUD umrandet (Abb. 3.3). 

Am konvexen Bogen der hufeisenförmigen Urethra bildet sich das pilzhutartige urethrale 

Divertikel aus (Abb. 3.4). Im Bereich der Abzweigung des Divertikels aus dem penilen 

Harnröhrenstück befinden sich die Ausführungsgänge der bulbourethralen Drüsenkör-

per. Mit der Trennung des pilzhutförmigen Teilstücks des urethralen Divertikels vom huf-

eisenartigen Querschnitt der Urethra (Abb.  3.5) beginnt der pelvine Organabschnitt. Die 

als Pilzhut bezeichnete Struktur stellt folglich die quer angeschnittene Verbindung zum 

sackförmigen urethralen Divertikel dar. In Abhängigkeit von Anschnittswinkel und Fül-

lungszustand variiert die Höhe der das urethrale Divertikel auskleidenden Zellschichten. 

Stellenweise blickt man auf ein ein- bis zweireihiges Epithel. Im submukösen Gewebe 

um das Divertikel liegen viele PUD (Abb. 3.5). 

Das pelvine Segment der Urethra des Männchens zeichnet sich durch ein ausgespro-

chen weites Lumen und das Vorkommen zahlreicher PUD um die gesamte urethrale 

Zirkumferenz aus (Abb. 3.6), wobei sich die AG mehrerer Drüsen zu wenigen großkalib-

rigen vereinigen. Das kubische bis hochprismatische Epithel der pelvinen Urethra ist ein- 
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bis dreireihig, z.T. mehrschichtig (Abb. 3.7), und bildet Schleimhautfalten aus, so dass 

eine Abgrenzung von urethralem Epithel und Epithelauskleidung der großen AG stellen-

weise stark erschwert ist. Die pelvine Urethra endet am Beginn des Colliculus seminalis, 

der dadurch gekennzeichnet ist, dass die Urethra von dorsal durch einen Gewebehügel 

eingedellt wird (Abb. 3.8). Innerhalb dieses transversal angeschnittenen Hügels stellen 

sich die Endstücke der Ausführungsgänge von Ductus deferentes, Koagulationsdrüsen 

und Bläschendrüsen vor ihrer Einmündung in die zwei- bis sechsschichtige oder –reihige 

prostatische Urethra dar (Abb. 3.8-3.10). Im proximalen Bereich des Colliculus seminalis 

sieht man multiple kleinere Lumina, die Anschnitten der murinen dorsolateralen Prostata 

sowie den exkretorischen Gängen der Samenbläschen, Koagulationsdrüsen und Ductus 

deferentes entsprechen, die während ihres Verlaufs quer angeschnitten wurden (Abb. 

3.10). Kranial des Colliculus seminalis ist das Lumen der Harnröhre schlitzförmig und 

das Epithel weist vereinzelte Deckzellen auf (Abb. 3.11). Dieser Organabschnitt vor dem 

Übergang in die Harnblase mit transitorischem, drei- bis vierschichtigem bzw. -reihigem 

Epithel wird als Blasenhals bezeichnet (Abb. 3.12). In enger Nachbarschaft zur Blasen-

halsmukosa finden sich regelmäßig transversal angeschnittene Ausführungsgänge der 

ventralen Prostata (Abb. 3.11). Die Beurteilung von exkretorischen Gängen des ventra-

len Anteils der murinen Prostata erfolgt im Weiteren getrennt von der der exkretorischen 

Gänge der dorsolateralen Prostata, da letztere aufgrund ihrer Lokalisation zum Collicu-

lus seminalis gezählt werden.  

 

3.1.2 Weibchen 

Die Harnröhre der weiblichen Maus wird in einen distalen und proximalen Abschnitt ein-

geteilt (Abb. 3.13). An ihrem distalsten (äußersten) Punkt ist die Urethra des Weibchens 

schlitzförmig und wird von den Ausführungsgängen der Klitorisdrüsen und von Haarfol-

likeln umrahmt (Abb. 3.14, 3.15). Das verhornte Epithel besteht aus bis zu acht Schich-

ten. Proximal des Orificium externum urethrae nimmt die Höhe der Mukosa ab und weist 

keine Verhornung auf. Drei bis fünf Zelllagen in mehrschichtiger sowie auch mehrreihiger 

Anordnung begrenzen das schmale, weiterhin schlitzförmige Lumen (Abb. 3.16). Das 

histologische Bild der distalen Hälfte der Urethra des Weibchens wird bestimmt durch 

das Vorkommen zahlreicher paraurethraler Drüsenpakete, welche in das die Urethra 

umgebende Schwellkörpergewebe eingebettet sind (Abb. 3.17). Das hier rundliche Lu-

men nimmt weiter in Richtung Blase eine H-Form ein (Abb. 3.18). Die Anzahl der PUD 

verringert sich zunehmend bis zu ihrer völligen Abwesenheit im periurethralen Gewebe 

der proximalen Hälfte des Organs. In diesem Abschnitt verfügt die urethrale Mukosa 
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über drei bis fünf Zellschichten bzw. stellenweise auch –reihen (Abb. 3.19). Das Erschei-

nen von apikalen Deckzellen im urethralen Epithel kennzeichnet den Übergang in den 

Blasenhals, begleitet von einer steten Aufweitung des Lumens. 
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Abb. 3.1-3.12 Abschnittsgliederung der männlichen Urethra. Abb. 3.1 Makroskopie der 
männlichen Urethra nach Methylenblauinstillation. Die Urethra des Männchens wird eingeteilt 
in penilen Abschnitt (a), Divertikel (b), pelvinen Abschnitt (c), Colliculus seminalis (d) und 
Harnblasenhals (e). Hb: Harnblase, Blockpfeile: Ductus deferens, bkd: Bläschen- und Koagu-
lationsdrüse (linksseitig herunter-, rechtsseitig hochgeklappt). Abb. 3.2 Kernfärbung mit 
DAPI. Penile Urethra (*: Lumen), Orificium externum. op: Os penis. Abb. 3.3 IHC Anti-eGFP, 
Cy3. Penile Urethra (*: Lumen). csp: Corpus spongiosum, cca: Corpora cavernosa, Pfeil: PU-
DAG. Abb. 3.4 IHC Anti-eGFP, Cy3. Penile Urethra (*: Lumen) im Bereich der Abspaltung 
des Divertikels und Einmündung der Ausführungsgänge (Pfeile) der bulbourethralen Drüsen 
(bud). cca: Corpora cavernosa, !: M. urethralis/M. bulbocavernosus.  



33 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Abb. 3.5 Kernfärbung mit DAPI. Divertikel (*: Lumen). Pfeile: PUDAG, !: M. bulbocavernosus. 
Abb. 3.6 Kernfärbung mit DAPI. Pelvine Urethra (*: Lumen). Pfeil: PUDAG, #: PUD. Abb. 3.7 
Kernfärbung mit DAPI. Epithel (Pfeile) der pelvinen Urethra (*: Lumen) mit Schleimhautfalten 
(Pfeilspitzen). Abb. 3.8 Kernfärbung mit DAPI. Beginn des Colliculus seminalis (*: Lumen) mit 
Vorwölbung der urethralen Hinterwand (Pfeil). dlp: dorsolaterale Prostata. Abb. 3.9 IHC Anti-
eGFP, Cy3. Colliculus seminalis (*: Lumen). vp: ventrale Prostata, dlp: dorsolaterale Prostata, 
!: M. urethralis. Abb. 3.10 Kernfärbung mit DAPI. Colliculus seminalis (*: Lumen), weiter pro-
ximal. vp: ventrale Prostata, dlp: dorsolaterale Prostata. Abb. 3.11 Kernfärbung mit DAPI. 
Blasenhals (*: Lumen). vp: ventrale Prostata. Abb. 3.12 Kernfärbung mit DAPI. Transitori-
sches Epithel des Blasenhalses (*: Lumen). 
Maßstabbalken Abb. 3.2-3.6: 50 µm, Abb. 3.7: 20 µm, Abb. 3.8-3.11: 50 µm, Abb. 3.12: 20 
µm.  
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Abb. 3.13-3.19 Abschnitts-
gliederung der weiblichen 
Urethra. Abb. 3.13 Makro-
skopie der weiblichen 
Urethra nach Methylenblau-
instillation. Die Urethra des 
Weibchens wird eingeteilt in 
distalen (f), proximalen Ab-
schnitt (g) und Harnblasen-
hals (e). hb: Harnblase. 
 

Abb. 3.14 IHC Anti-eGFP, Cy3. Urethra (*: Lumen), Orificium externum. kld: Ausführungs-
gänge der Klitorisdrüsen, hf: Haarfollikel. Abb. 3.15 IHC Anti-eGFP, Cy3. Distale Urethra (*: 
Lumen). kld: Ausführungsgänge der Klitorisdrüsen, sk: Schwellkörper. Abb. 3.16 Kernfär-
bung mit DAPI. Epithel (Pfeile) der distalen Urethra (*: Lumen). Abb. 3.17 Kernfärbung mit 
DAPI. Distale Urethra (*: Lumen). Pfeile: PUDAG, v: vaginales Epithel. Abb. 3.18 Kernfär-
bung mit DAPI. Proximale Urethra (*: Lumen). v: vaginales Epithel. Abb. 3.19 Kernfärbung 
mit DAPI. Epithel (Pfeile) der proximalen Urethra (*: Lumen).  
Maßstabbalken Abb. 3.14-3.15: 50 µm, Abb. 3.16: 20 µm, 3.17-3.18: 50 µm, Abb. 3.19: 20 
µm. 

3.19

*

3.16
*
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3.2 Vorkommen solitärer cholinerger Epithelzellen im Urogenitaltrakt 

3.2.1 Nierenbecken, Ureteren und Harnblase 

Im Urothel des Nierenbeckens, des Ureters und der Harnblase fehlten solitäre cholinerge 

Epithelzellen sowohl bei der männlichen als auch weiblichen ChATBAC-eGFP-Maus (Abb. 

3.20a-c). 

Ohne immunhistochemische Behandlung zeigte sich keine Autofluoreszenz; auch durch 

die Verstärkung des eGFP mittels eines Antikörpers wurde weder im Nierenbecken (Abb. 

3.20a) und Ureter (Abb. 3.20b), noch in der Harnblase (Abb. 3.20c) eine Epithelzelle 

markiert. Gelegentlich fanden sich im Urothel und subepithelialen Stroma der Harnblase 

grün fluoreszierende, kleine, rundliche Zellen des Immunsystems. Cholinerge Nervenfa-

sern waren stets zu erkennen (Abb. 3.20a-c). 

Der Anti-eGFP-Antikörper markierte auf Positivkontrollen aus dem Colon cholinerge Zel-

len und Nervenfasern (Abb. 3.21a-c).   

 

3.2.2 Urethra und akzessorische Drüsen des Männchens 

Das Vorkommen cholinerger Epithelzellen in der Mukosa der Urethra und akzessori-

schen Drüsen des Männchens variierte je nach untersuchtem Organabschnitt (Tab. 3.1).  

Im penilen Segment fanden sich durchschnittlich 0,4 Zellen pro Anschnitt (Tab. 3.1). Da-

bei kamen cholinerge Zellen im Bereich des verhornten Epithels des Orificium externum 

nicht vor; mit zunehmender Nähe zum Divertikel stieg ihre Anzahl, auch in den penilen 

paraurethralen Drüsen, an. Innerhalb der Drüsen befanden sich cholinerge Zellen aus-

schließlich im Epithel der Ausführungsgänge; in den Drüsenendstücken wurden sie nicht 

beobachtet. 

Pro Divertikelanschnitt wurden ca. 2,6 cholinerge ChATBAC-eGFP-positive Epithelzellen 

verzeichnet (Tab. 3.1). Sie waren insbesondere im dem als Pilzhut beschriebenen Teil 

des Divertikels zahlreich, wo sie auch Gruppen aus zwei bis drei benachbarten Zellen 

bildeten. Cholinergen Zellen waren auch in den Ausführungsgängen der bulbourethralen 

Drüsen und im Gangepithel peridivertikulärer Drüsen nachweisbar.  

Im pelvinen Organabschnitt wurden durchschnittlich 1,2 Zellen pro Anschnitt gezählt 

(Tab. 3.1). Ihr Vorkommen war in der Umgebung des Divertikels am zahlreichsten und 

verringerte sich in Richtung des Colliculus seminalis. Häufig waren sie an den Einmün-

dungsstellen paraurethraler exkretorischer Gänge in die pelvine Urethra, zum Teil auch 

in sich gegenüberliegenden Gruppen lokalisiert. Häufig waren solitäre cholinerge Zellen 

in Epithelnischen nachweisbar.  
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Nierenbecken

Ureter

Harnblase

a

b

c

d

e´

e´´

3.20a

3.20b

c

d3.20c

Abb. 3.20a-c Fehlen solitärer cholinerger Epithelzellen in den ableitenden Harnwe-
gen proximal der Urethra. IHC Anti-eGFP, Cy3. Pfeile: subepitheliale cholinerge Nerven-
fasern. a: Nierenbecken, b: Ureter, c: Harnblase. EGFP-positive Epithelzellen sind jeweils 
nicht nachweisbar.   
Maßstabbalken: Abb. 3.20a und b: 50 µm, Abb. 3.20c: 20 µm. 

Abb. 3.21a-c Positivkontrolle des Anti-eGFP-Anti-
körpers. Dünndarm. IHC a: Anti-eGFP, Cy3, b: EGFP, 
c: Mischbild. Der Anti-eGFP-Antikörper markiert in-
traepitheliale Zellen (Pfeile) und cholinerge Nervenfa-
sern (Blockpfeile).  
Maßstabbalken Abb. 3.21a-c: 20 µm. 

a b

3.21c

3.21a 3.21b
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Pro Colliculus seminalis fanden sich 3,6 Zellen pro Schnitt; bezieht man die durchschnitt-

liche Zellzahl auf alle auf diesem Colliculus seminalis-Anschnitt gezählte Anschnitte von 

AG, resultieren 0,1 cholinerge Zellen pro AG (Tab. 3.1). Neben der Mukosa der prosta-

tischen Urethra wiesen zudem auch die Urethra-nahen terminalen Stücke, insbesondere 

von Samenbläschen und Koagulationsdrüsen, regelmäßig solitäre ChATBAC-eGFP-posi-

tive Epithelzellen auf. Vereinzelt waren cholinerge Zellen auch in Urethra-ferneren, Drü-

senkörper-nahen Abschnitten zu verzeichnen. Kleinere, direkt in der Umgebung der pro-

statischen Urethra lokalisierte und mittelgroße, distalere exkretorische Gänge der muri-

nen Prostata enthielten häufig ChATBAC-eGFP-positive z.T. in Klustern organisierte Zel-

len.  

Im transitorischen Epithel des Blasenhalses waren cholinerge solitäre Zellen mit 0,3 Zel-

len pro Anschnitt im Durchschnitt selten (Tab. 3.1). 

Penile Urethra 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#1 4 126 0,03 
#2 67 185 0,4 
#3 116 232 0,5 
#4 104 431 0,2 
#5 112 165 0,7 
#6 140 277 0,5 
#7 155 293 0,5 

gesamt 698 1709 0,4 

 

Divertikel 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#2 40 30 1,3 
#3 35 41 0,9 
#5 134 32 4,2 
#6 50 76 0,7 
#7 29 19 1,5 
#8 25 51 0,5 
#9 424 33 12,8 

gesamt 737 282 2,6 

 

 

 

 

 

 

 



37 
 

Pelvine Urethra 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#1 32 49 0,7 
#2 119 246 0,5 
#3 229 179 1,3 
#4 99 88 1,1 
#5 80 91 0,9 
#6 351 129 2,7 
#7 175 121 1,4 

gesamt 1085 903 1,2 

 

Colliculus seminalis 

 nZellen n Colliculus-An-

schnitte 
Ø (Zellen pro 

Colliculus-An-
schnitt)  

n AG-Anschnitte Ø (Zellen 
pro AG-An-

schnitt) 

#2 50 20 2,5 845 0,1 
#3 78 36 2,2 1226 0,1 
#4 110 21 5,2 668 0,2 
#5 340 70 5 2208 0,2 
#6 123 38 3,2 1324 0,1 
#7 157 46 3,4 1244 0,1 
#8 45 31 1,5 1105 0,04 
#9 114 18 6,3 793 0,1 

Gesamt 1017 280 3,6 9413 0,1 

 

Blasenhals, Männchen 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#3 6 10 0,6 
#4 16 19 0,8 
#5 8 40 0,2 
#6 1 19 0,1 
#7 5 32 0,2 
#8 4 17 0,2 

gesamt 40 137 0,3 

 
Tab. 3.1 Durchschnittliche Anzahl ChATBAC-eGFP-positiver Zellen (Ø (Zellen pro Anschnitt)) pro 
Tier (#1-9) berechnet aus absoluter Anzahl eGFP-positiver Zellen (nZellen) pro Anzahl an 
Urethraanschnitten (nAnschnitte), eingeteilt nach Organabschnitt der männlichen Urethra. Für den 
Colliculus-Bereich wurde die durchschnittliche Anzahl eGFP-positiver Zellen (Ø (Zellen pro Colli-
culus-Anschnitt)) pro Colliculus-Anschnitt (nColliculus-Anschnitte) sowie die durchschnittliche Zellzahl (Ø 
(Zellen pro AG-Anschnitt)) bezogen auf alle ausgezählten AG (nAG-Anschnitte) eines Colliculus-An-
schnitts berechnet. 

 

3.2.3 Urethra und akzessorische Drüsen des Weibchens 

Cholinerge solitäre Epithelzellen waren auch in der urethralen Mukosa und den PUDAG 

im Bereich der distalen Urethra der weiblichen Maus nachweisbar (Tab. 3.2). Die Zelle 



38 
 

war in der distalen Hälfte der Harnröhre mit durchschnittlich 2,7 Zellen pro Anschnitt 

wesentlich häufiger als in der proximalen mit 1,2 Zellen (Tab. 3.2). Oft lagen sich zwei 

bis drei Zellen im Gangepithel der PUD gegenüber oder waren direkt benachbart. Inner-

halb der distalen urethralen Organhälfte befanden sich cholinerge Zellen, oft auch in 

Gruppen zu zwei bis drei Zellen, bevorzugt proximal des Orificium externum im unver-

hornten Epithel sowie in Nachbarschaft der Einmündungsstellen paraurethraler exkreto-

rischer Drüsengänge in die Urethra. Die Anzahl cholinerger Zellen nahm nach proximal 

stetig ab. Im Blasenhals waren sie mit durchschnittlich 0,1 Zellen pro Anschnitt sehr sel-

ten (Tab. 3.2). 

Nebenbefundlich stellten sich einzelne cholinerge solitäre Epithelzellen im mehrschichtig 

verhornten Plattenepithel der Vagina dar, die vorwiegend basal anzutreffen waren und 

nur nach Antikörperverstärkung des eGFP-Signals leuchteten. 

Distale Urethra 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#10 487 141 3,5 
#11 533 272 2 
#12 719 205 3,5 
#13 184 82 2,2 

gesamt 1923 700 2,7 

 

Proximale Urethra 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#10 281 268 1,1 
#11 20 27 0,7 
#12 141 68 2,1 
#13 126 95 1,3 

gesamt 568 458 1,2 

 

Blasenhals, Weibchen 

 nZellen nAnschnitte Ø (Zellen pro An-
schnitt) 

#10 0 31 0 
#13 5 52 0,1 
#14 5 12 0,4 

gesamt 10 95 0,1 

 

Tab. 3.2 Durchschnittliche Anzahl ChATBAC-eGFP-positiver Zellen (Ø (Zellen pro Anschnitt)) pro 
Tier (#10-14) berechnet aus absoluter Anzahl eGFP-positiver Zellen (nZellen) pro Anzahl an 
Urethraanschnitten (nAnschnitte), eingeteilt nach Organabschnitt der weiblichen Urethra.  



39 
 

3.3 Abgrenzung neuroendokriner Zellen von solitären cholinergen Epithelzellen  

3.3.1 Form neuroendokriner Zellen in den Urethrae und periurethralen Drüsen von 

männlicher und weiblicher Maus 

Die Darstellung neuroendokriner Zellen erfolgte immunhistochemisch mittels Antikör-

pern gegen PGP, 5-HT und CgA. Geschlechtsübergreifend fanden sich im Epithel der 

murinen Urethra und der PUDAG PGP-, 5-HT- und CgA-positive Zellen (Abb. 3.22a-d-

3.27a-c). 

Der Zellleib neuroendokriner Zellen war innerhalb der Harnröhrenschleimhaut haupt-

sächlich basal lokalisiert; selten befanden sie sich in mittiger und äußerst selten in api-

kaler Lage. Das Perikaryon war rund, oval, dreieckig oder tropfen- bis flaschenförmig. 

Der große Nukleus befand sich meist mittig im Zellleib der größenvariablen Zelle. 

Urethrale neuroendokrine Zellen wiesen häufig apikale (Abb. 3.22a, b, 3.23a, b, 3.25a, 

b, 3.27a, b) basale (Abb. 3.27a, b) oder horizontale (Abb. 3.23a, b, 3.25a, b, 3.26a, b) 

Zellfortsätze auf. Dabei verfügte eine Zelle überwiegend über einen Fortsatz, doch auch 

zwei oder drei Fortsätze wurden regelmäßig beobachtet. Über ihre apikalen Projektionen 

erreichten neuroendokrine Zellen insbesondere in Epithelien niedrigerer Zellschichthöhe 

- in pelviner Urethra, Colliculus seminalis und Divertikel - das urethrale Lumen. Sehr 

lange Fortsätze basal gelegener neuroendokriner Zellen erstreckten sich über mehrere 

Zellschichten bis zum Lumen. In apikalen bis mittigen Zellschichten innerhalb der 

urethralen Mukosa lokalisierte neuroendokrine Zellen verfügten vornehmlich über einen 

basalen Fortsatz in Richtung Basalmembran. Überdies zeigten sich in basalen Zell-

schichten neuroendokrine Zellen, die beidseits je einen sehr langen Fortsatz nach hori-

zontal projizierten, welcher sowohl intraepithelial als auch subepithelial parallel zur Ba-

salmembran verlief. In zahlreichen Fällen wiesen die Projektionen jeglicher Ausrichtun-

gen terminale Auftreibungen auf. 

Die Antikörper Anti-PGP und Anti-CgA banden entlang der adluminalen Zellschicht von 

Harnblasenhals- und Harnblasenanschnitten (Abb. 3.28a-c). In den Positivkontrollen 

stellte der Anti-PGP-Antikörper Nervengeflechte in Colon, Zunge und Harnblase dar 

(Abb. 3.29a-c).  

Einzelne intraepitheliale Zellen der Colonschleimhaut (Positivkontrolle) fluoreszierten 

nach Inkubation mit dem Anti-5-HT-Antikörper (Abb. 3.30a-c). 

Auf als Positivkontrollen dienenden Nebennierenanschnitten markierte der Anti-CgA-An-

tikörper die Zellen des Marks (Abb. 3.31). 
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3.23c

*

3.22c
*

3.22d
*

3.24a

*

3.24c

*

Abb. 3.22a-d-3.27a-c Die Form der neuroendokrinen Zelle und ihre immunhistochemi-
sche Abgrenzung von der solitären cholinergen Epithelzelle in der Urethra. Abb. 3.22a-
d IHC und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: Anti-PGP, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC, d: DAPI. 
Proximale Urethra (*: Lumen), Weibchen. PGP-positive Zelle (Pfeil in a und b), welche eGFP-
negativ ist (Pfeil in c). Pfeilspitze in a und b: PGP-positive subepitheliale Nervenfasern. Abb. 
3.23a-c IHC. a: Mischbild, b: Anti-PGP, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Distale Urethra (*: Lumen), 
Weibchen. PGP-positive Zellen (Pfeile in a und b) mit Fortsätzen. Blockpfeile in a und c: 
eGFP-positive Zelle, die PGP-negativ ist (Blockpfeil in b). Pfeilspitzen: PGP-positive Nerven-
fasern. Abb. 3.24a-c IHC und eGFP. a: Mischbild, b: Anti-5-HT, Cy3, c: EGFP. Penile Urethra 
(*: Lumen) mit 5-HT-immunreaktiver Zelle (Pfeil in a und b) und eGFP-positiver Zelle mit api-
kalem Fortsatz (Blockpfeil in a und c). Die eGFP-positive Zelle ist 5-HT-negativ (Blockpfeil in 
b). Abb. 3.25a-c IHC. a: Mischbild, b: Anti-CgA, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Colliculus seminalis. 
CgA-positive Zelle (Pfeil in a und b). Der Fortsatz der neuroendokrinen Zelle kontaktiert das 
Lumen (*). Pfeilspitzen in a und c: subepitheliale cholinerge Nervenfasern.  
Maßstabbalken Abb. 3.22a-d-3.25a-c: 20 µm. 
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3.25c 

* 

3.23a

*

3.22a
*

3.22b
*

3.23b 

* 
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3.27a

*

3.27b

*

3.27c

*

3.26d

3.29a 3.29b 3.29c

Abb. 3.26a-d IHC und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: Anti-CgA, Cy3, c: Anti-eGFP, 
FITC, d: DAPI. Colliculus seminalis, AG. CgA-positive Zelle (langer Pfeil in a und b) mit starker 
Markierung des terminalen Endes des Zellfortsatzes (kurzer Pfeil in a und b). Pfeilspitze in a 
und c: EGFP-positive Zelle, die CgA-negativ ist (Pfeilspitze in b). Abb. 3.27a-c IHC. a: 
Mischbild, b: Anti-CgA, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Weibliche Urethra (*: Lumen). CgA-positive 
Zelle (Pfeil in a und b) in Nachbarschaft einer cholinergen Zelle (Blockpfeil in a und c). Die 
eGFP-positive Zelle ist CgA-negativ (Blockpfeil in b). Abb. 3.28 a-c Unspezifische Markie-
rung durch den Anti-PGP-Antikörper. IHC und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: Anti-
PGP, Cy3, c: DAPI. Blasenhals, Männchen (*: Lumen). Unspezifische adluminale Markierung 
(oranger Saum in a und b). Abb. 3.29 a-c Positivkontrolle des Anti-PGP-Antikörpers. IHC. 
a: Mischbild, b: Anti-PGP, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Zunge. PGP- und eGFP-positive, quer 
angeschnittene Nervenfasern der Zunge.  
Maßstabbalken Abb. 3.26a-d-3.27a-c: 20 µm, Abb. 3.28a-c: 50 µm, Abb. 3.29a-c: 20 µm. 

3.28a 

* 

3.28b 

* 

3.28c 

* 

3.26a 3.26b 3.26c
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3.3.2 Verteilung PGP-, 5-HT- und CgA-positiver neuroendokriner Zellen 

3.3.2.1 Urethra der männlichen Maus 

Neuroendokrine und cholinerge Zellen bildeten im penilen Segment der murinen Urethra 

distinkte Zellpopulationen: ChATBAC-eGFP-positive Zellen waren negativ für die neuro-

endokrinen Marker PGP, 5-HT und CgA (Tab. 3.3, Anhangstab. 1 und Abb. 3.23a-c-

3.24a-c, Abb. 3.26a-d-3.27a-c). Bezogen auf alle markierten cholinergen und neuroen-

dokrinen Zellen im penilen urethralen Abschnitt waren PGP-immunreaktive Neuroendo-

krine mit 74% am häufigsten. Im Divertikel war jeweils ein Drittel der markierten Zellen 

neuroendokrin, zwei Drittel waren cholinerg (Tab. 3.3 und Anhangstab. 2). Jeweils ca. 

die Hälfte aller mit Antikörpern markierten Epithelzellen der pelvinen Urethra war CgA- 

bzw. PGP- oder ChATBAC-eGFP-positiv. Unter den insgesamt 134 im pelvinen Abschnitt 

mit Anti-eGFP- oder Anti-CgA-Antiseren erfassten Zellen befand sich eine doppelt posi-

tive (Tab. 3.3 und Anhangstab. 3). Im Bereich des Colliculus seminalis kam der neuro-

endokrine Zelltyp wesentlich häufiger vor als der cholinerge (Tab. 3.3 und Anhangstab. 

4). Im Blasenhals waren 5-HT-positive neuroendokrine Zellen mit 85 % anteilig am 

stärksten vertreten (Tab. 3.3 und Anhangstab. 5).  

Generell wiesen neuroendokrine und cholinerge Epithelzellen in der Urethra (und PU-

DAG) eine enge Nachbarschaft zueinander auf. Dabei lagen cholinerge Zellen in einigen 

Fällen direkt in der Zellschicht über neuroendokrinen Zellen bzw. waren im mehrreihigen 

Epithel unmittelbar benachbart. Zusätzlich befanden sich die Zellfortsätze oft in unmit-

telbarer Nähe zueinander.  

 

3.3.2.2 Periurethrale Drüsen und akzessorische Drüsen der männlichen Maus 

In den PUDAG des penilen Abschnitts waren keine neuroendokrinen Zellen nachweisbar 

(Anhangstab. 6). Divertikel-assoziierte AG wurden nicht mit Antikörpern gegen neuroen-

dokrine Antigene untersucht. 

Im Gangepithel pelviner PUD zeigten sich häufiger cholinerge als PGP- bzw. 5-HT-po-

sitive Zellen. Im Gegensatz dazu kamen ChATBAC-eGFP-positive Zellen seltener vor als 

CgA-positive (Anhangstab. 7).  

Die vor dem Blasenhals lokalisierten AG der ventralen murinen Prostata wiesen deutlich 

mehr neuroendokrine, insbesondere 5-HT-enthaltende, als cholinerge Zellen auf (An-

hangstab. 8). 
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3.3.2.3 Urethra der weiblichen Maus 

CgA-, PGP- bzw. 5-HT-immunreaktive Zellen bildeten im Vergleich zu eGFP-positiven 

Zellen jeweils einen Anteil von ca. einem Drittel an allen fluoreszierenden Zellen der 

distalen Urethra. Im proximalen Organabschnitt waren 5-HT-immunreaktive Zellen mit 

71% anteilig stärker vertreten als cholinerge (Tab. 3.3 und Anhangstab. 9 und 10). Das 

Vorkommen cholinerger und neuroendokriner Zellpopulationen im Harnblasenhal-

sepithel wurde bereits unter dem Punkt 3.3.2.1 beschrieben. 

 

3.3.2.4 Periurethrale Drüsen der weiblichen Maus 

Im Epithel der PUDAG der distalen Urethra betrug der Prozentsatz cholinerger Zellen 71 

bzw. 63 % nach Inkubation mit Anti-PGP- und Anti-eGFP- bzw. Anti-CgA- und Anti-

eGFP-Antiseren. 5-HT-immunreaktive neuroendokrine Zellen waren nicht nachweisbar 

(Anhangstab. 11).  

 PGP/eGFP 
+/+           +/-          -/+ 

5-HT/eGFP 
+/+          +/-           -/+ 

CgA/eGFP 
+/+          +/-           -/+ 

    
Penile Urethra   0            74          26   0         43,5       56,5   0           60           40 

Divertikel   0            40          60   0          32            68   0           35           65 
Pelvine Urethra   0            47          53   0          29            71   1           51           48 

Colliculus 
seminalis 

  0            74          26   0          76            24   0           79           21        

    
Distale Urethra   0            34          66   0          37            63   0           39           61 

Proximale 
Urethra 

  0            58          42   0          71            29   0           46           54 

 und  
   

Blasenhals   0            43          57   0          85            15   0         65,5       34,5 
 
Tab. 3.3 Übersicht über den Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-

negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen in den Urethrae beider Geschlechter ( , ) in % 
aufgeteilt nach Organabschnitt mit n<3 Tiere in grün, n=3 Tiere in rot und n>3 Tiere in violett. 
„CgA/eGFP, Blasenhals“: Daten nur aus männlichen Tieren. Quelldaten siehe Anhangstab. 1-11. 

 

3.3.3 Intra- und subepitheliale Nervenfasern in der Urethra 

Der Anti-PGP-Antikörper stellte zudem zahlreiche Nervenfasern dar, die über ihre Loka-

lisation im subepithelialen (Abb. 3.22a-d-23a-c) und perivaskulären Gewebe hinaus 

auch zahlreich das urethrale Epithel durchzogen (Abb. 3.32). Größtenteils verliefen sie 

parallel zur Basalmembran in basalen Zellschichten des Epithels, stiegen jedoch auch 

senkrecht auf, wobei sie in einigen Fällen nahe an das urethrale Lumen herantreten 
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konnten. Ähnliche Ergebnisse brachte die Markierung von Nervenfasern mit einem An-

tikörper gegen CGRP (Abb. 3.33), wobei CGRP-positive Nervenfasern insgesamt selte-

ner anzutreffen waren. CGRP-positive Epithelzellen wurden in der Urethra nahezu nie 

beobachtet. Der in vielen Verdünnungen (1:125, 1:250, 1:500, 1:1000, 1:2000, 1:4000, 

1:8000, 1:16000, 1:32000, 1:64000, 1:128000) und in Kombination mit unterschiedlichen 

sekundären Antikörpern (Esel-Anti-Schaf-Ig, gekoppelt an Cy3 und Esel-Anti-Ziege-Ig, 

gekoppelt an Cy3) getestete VAChT-Antikörper markierte wenige intraepitheliale und 

submuköse Nervenfasern, jedoch keinen Zellkörper. Inkubationen mit ChAT-Immunse-

ren führten zu keinen auswertbaren Ergebnissen, da es in jeglicher Verdünnung des 

Antikörpers und Anwendung verschiedener Blocklösungen zur Präzipitation kam.  

Gelegentlich schien eine ChATBAC-eGFP-positive Zelle in ein Netz aus PGP- sowie 

CGRP-immunreaktiven Nervenfasern eingebettet zu sein und wesentlich öfter stellten 

sich immunreaktive quer angeschnittene Nervenfasern in Nachbarschaft der ChATBAC-

eGFP-positiven Epithelzellen dar (Abb. 3.34a-d). Überdies wurden cholinerge Nervenfa-

sern perivaskulär beobachtet. In einem Fall fiel eine enge Nachbarschaft zwischen einer 

intraepithelialen cholinergen Nervenfaser und einer CgA-immunreaktiven Zelle auf. 

Für die Antikörper Anti-CGRP, Anti-VAChT und Anti-ChAT wurden jeweils Positivkon-

trollen durchgeführt. Im Colon fluoreszierten Nervenfasern nach Inkubation mit Anti-

CGRP (nicht dargestellt). Die Antikörper Anti-VAChT und Anti-ChAT wurden am Skelett-

muskel getestet, wo sie die neuromuskulären Endplatten markierten (nicht dargestellt). 

 

3.4 Cholinerge und nicht-cholinerge Bürstenzellen in der Urethra 

3.4.1 Villin-Immunreaktivität cholinerger und nicht-cholinerger Epithelzellen 

3.4.1.1 Urethra der männlichen Maus 

Villin-positive nicht-cholinerge Epithelzellen bildeten prozentual den größten Anteil an 

allen mit Anti-Villin- und Anti-eGFP-Antiseren markierten Zellen (Tab. 3.4, Abb. 3.62 und 

Anhangstab. 12). Die zweitgrößte Fraktion bildeten Villin-immunreaktive cholinerge 

Epithelzellen. Villin-negative ChATBAC-eGFP-positive Zellen waren am seltensten nach-

weisbar.  
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3.30b

3.31

1

2

3.33

*

*

*

*

3.34c *

3.34d *

Abb. 3.30a-c Positivkontrolle des Anti-5-
HT-Antikörpers. IHC. a: Mischbild, b: Anti-5-
HT, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Dünndarm. 5-
HT-immunreaktive Epithelzelle (Pfeil in a und 
b). Pfeilspitzen in a und c: cholinerge Nerven-
fasern. Abb. 3.31 Positivkontrolle des  

 Anti-CgA-Antikörpers. IHC. Anti-CgA, Cy3. Nebenniere. Der Anti-CgA-Antikörper markiert 
das Nebennierenmark (1), wordurch die Grenze (Pfeile) zur Nebennierenrinde (2) deutlich zu 
sehen ist. Abb. 3.32-3.34a-d Intraepitheliale Nervenfasern in der Urethra. Abb. 3.32 IHC. 
Anti-PGP, Cy3. Pelvine Urethra (*: Lumen), Männchen. Zahlreiche PGP-immunreaktive Ner-
venfasern (Pfeilspitzen) durchziehen das Epithel. Pfeil: PGP-positive neuroendokrine Zelle. 
Abb. 3.33 IHC. Anti-CGRP, Cy3. Penile Urethra (*: Lumen), Männchen. CGRP-positive Ner-
venfasern (Pfeile) im Epithel. Abb. 3.34a-d IHC und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: 
Anti-PGP, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC, d: DAPI. Pelvine Urethra (*: Lumen), Männchen. Enger 
Kontakt zwischen PGP-positiver Nervenfaser (Pfeilspitze in a und b) und einer cholinergen 
Zelle (Pfeil in a und c) im Epithel.  
Maßstabbalken Abb. 3.30a-c: 20 µm, Abb. 3.31-3.32: 50 µm, Abb. 3.33-3.34a-d: 20 µm. 

3.35a 3.35b

Abb. 3.35a-c Positivkontrolle des Anti-Villin-Antikörpers. IHC. a: Mischbild, b: Anti-Villin, 
Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Trachea. Villin-immunreaktive (Pfeil in a und b), eGFP-negative 
(Pfeil in c) Epithelzelle.  
Maßstabbalken Abb. 3.35a-c: 20 µm. 

3.30a 3.30c

3.32

*

3.34a
*

3.34b *

3.35c
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3.4.1.2 Periurethrale Drüsen und akzessorische Drüsen der männlichen Maus 

Nach Inkubation mit Anti-eGFP- und Anti-Villin-Antiseren waren doppelt positive Zellen 

am häufigsten in den penilen PUDAG und Ausführungsgängen der ventralen Prostata 

nachweisbar (Anhangstab. 13). In den paradivertikulären AG bildeten cholinerge Villin-

negative und in den pelvinen PUDAG Villin-immunreaktive non-cholinerge Zellen den 

jeweils größten Anteil.  

 

3.4.1.3 Urethra der weiblichen Maus 

Im distalen sowie proximalen Organabschnitt überwogen non-cholinerge Villin-positive 

Epithelzellen (Tab. 3.4, Abb. 3.63 und Anhangstab. 14).  

 

3.4.1.4 Periurethrale Drüsen der weiblichen distalen Urethra 

Cholinerge und nicht-cholinerge Bürstenzellen kamen mit ca. 46 bzw. 43% bezogen auf 

alle mit Anti-Villin- und Anti-eGFP-Antiseren markierten Zellen gleich häufig vor (An-

hangstab. 15). 

 Villin/eGFP 
          +/+                                 +/-                                 -/+ 

  
Penile Urethra           18                                  70                                 12 

Divertikel           46                                  51                                   3 
Pelvine Urethra           30                                  69                                   1 

Colliculus seminalis           17                                  82                                   1 

 
 

Distale Urethra           45                                  54                                   1 
Proximale Urethra           29                                  70                                   1 

  
Blasenhals             0                                  93                                   7 

 
Tab. 3.4 Übersicht über den Anteil Villin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Villin-positiver 
ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Villin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen in den 

Urethrae beider Geschlechter ( , ) in % eingeteilt nach Organabschnitt mit n=3 Tiere in rot 
und n>3 Tiere in violett. „Villin/eGFP, Blasenhals“: Daten nur aus männlichen Tieren. Quellda-
ten siehe Anhangstab.12 und 14.  

 

3.4.2 Gestalt und Lage der cholinergen Bürstenzelle und ihrer Fortsätze 

Die cholinerge Bürstenzelle war definiert durch eine grüne, ChATBAC-eGFP-bedingte Flu-

oreszenz bei gleichzeitiger immunhistochemischer Reaktion mit Villin-Antiseren. Für die 

Positivkontrollen des Anti-Villin-Antikörpers wurden Anschnitte aus der Trachea und dem 
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Colon benutzt, in denen der Antikörper die intratrachealen Bürstenzellen bzw. Epithel-

zellen der Colonmukosa markierte (Abb. 3.35a-c). 

Bei Betrachtung im Fluoreszenzmikroskop zeigte sich ein gleichmäßig über der gesam-

ten Zelle sichtbares eGFP-Signal (Abb. 3.36a-d-3.42a-c); im Bereich des Nukleus war 

es fleckartig stärker ausgeprägt. Der Villin-Antikörper band zellmembranständig entlang 

der gesamten zellulären Zirkumferenz (Abb. 3.36-3.42, jeweils b). Die Perikarya befan-

den sich hauptsächlich in basalen bis mittigen Schichten bzw. Reihen des Epithels. Zum 

größten Teil wiesen cholinerge Bürstenzellen einen oder mehrere Fortsätze auf, wobei 

ihre Gestalt flaschen- bis keulenförmig, mandelförmig oder dreieckig sowie rund bis oval 

war. Fehlten die Projektionen oder waren diese nicht angeschnitten, so stellten sich 

diese Zellen typischerweise rundlich bis oval dar und lagen eher basal (Abb. 3.40a-c). 

Flaschenförmige Bürstenzellen besaßen einen charakteristischen, flaschenhalsartigen 

apikalen Fortsatz, der über eine terminale Auftreibung mit starker Villin-Immunreaktivität 

in das Lumen hineinragte (Abb. 3.38a-d). Neben dem apikalen Zellhals konnten weitere 

Projektionen am basalen Zellpol ausgebildet sein (Abb. 3.36a-d, 3.42a-c). Bis zu drei 

solcher basalen Fortsätze multipolarer Bürstenzellen wiesen in Richtung Basalmemb-

ran. Keulenförmige cholinerge Bürstenzellen lagen auch mittig im Epithel und durchzo-

gen mit zwei Fortsätzen die gesamte Höhe des Epithels (Abb. 3.36a-c). Auch in diesem 

Fall war die apikale ins Lumen vorgestreckte Projektion Villin-immunreaktiv, war jedoch 

zumeist länger und dünner ausgebildet als der sich verjüngende, nach basal gerichtete 

Fortsatz. Gelegentlich war diese keulenförmige schmale Zelle in Schleimhautfalten der 

Urethra anzutreffen. Des Weiteren waren Bürstenzellen dieser Form quer im Epithel lo-

kalisiert, d.h. ihre Fortsätze erstreckten sich beidseits nach horizontal, wobei der eine 

gleichbleibend dicke Fortsatz terminal Villin-immunreaktiv und aufgeweitet war und der 

andere sich im Verlauf nach horizontal verjüngte (Abb. 3.37a-c, 3.39a-c). Zusätzlich zu 

den beschriebenen - dünnen, länglichen oder flaschenhalsartigen - Formen der adlumi-

nalen Projektionen konnten diese auch schweifartig gestaltet sein und in einem Bogen 

zum Lumen verlaufen. Schweifartige, bogenförmig ausgebildete Fortsätze wurden 

manchmal auch am basalen Zellpol beobachtet. Manche cholinergen Bürstenzellen wie-

sen an einem Zellpol ein starkes Villin-Signal auf, das nicht in Richtung Lumen, sondern 

Zellzwischenräume gerichtet war (Abb. 3.37a-c, 3.39a-c). 
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3.4.3 Gestalt und Lage der nicht-cholinergen Bürstenzelle und ihrer Fortsätze 

Die ChATBAC-eGFP-negative Bürstenzelle zeigte eine ovale, runde, dreieckige, flaschen-

oder mandelförmige Gestalt (Abb. 3.39a-c-3.43a-c). In der Regel verfügte die Zelle über 

mindestens einen Fortsatz. Fortsatzlose, meist runde, nicht-cholinerge Bürstenzellen sa-

ßen in basalen Zellschichten des verhornten urethralen Plattenepithels. Die Bürstenzelle 

lag bevorzugt basal bis mittig im Epithel; im Gegensatz zur cholinergen Bürstenzelle 

befand sie sich öfter auch oberflächennah im Epithel. An den Abgängen der Fortsätze 

aus dem Perikaryon und ihren terminalen Enden war die Fluoreszenz punkt- bis strich-

förmig und auffallend stark ausgeprägt (Abb. 3.41a, b, 3.42a, b, 3.43a, b). Beim Ver-

gleich der Fortsätze beider Bürstenzelltypen miteinander fiel auf, dass die Fortsätze der 

nicht-cholinergen Zelle schmächtiger gestaltet und länger waren, weil die typischen als 

Flaschenhals bezeichneten dicken Zellprojektionen seltener ausgebildet wurden (Abb. 

3.42a-c-3.43a-c). Oft waren basal liegende Villin-immunreaktive Zellen mit beidseits 

nach horizontal reichenden und mehrere Mikrometer parallel zur Basalmembran verlau-

fenden Fortsätze nachweisbar. Zur Basalmembran ziehende basale Projektionen konn-

ten jedoch auch sehr kräftig und schweifförmig gestaltet sein. Insbesondere in niedrigen 

Epithelien dominierten ovale, basal situierte Villin-positive Zellen, die über einen dünnen, 

kurzen Fortsatz Anbindung ans Lumen gewannen (Abb. 3.41a-d). Regelmäßig waren 

zusätzlich basale Projektionen ausgebildet (Abb. 3.40a-c).  
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3.38a

*

3.38b

*

3.38c

*

3.38d

*

3.37a
*

3.37b
*

3.37c
*

*

3.36b

*

3.36c

*

3.36d

*

3.36a

Abb. 3.36a-d-3.43a-c Gestalt und Lage der cholinergen und nicht-cholinergen Bürsten-
zelle und ihrer Fortsätze. Abb. 3.36a-d IHC, eGFP und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, 
b: Anti-Villin, Cy3, c: EGFP, d: DAPI. Penile Urethra, Männchen. Cholinerge Bürstenzelle 
(Pfeil in a, b, c) mit zwei Fortsätzen und Lumenkontakt (*). Abb. 3.37a-c IHC und eGFP. a: 
Mischbild, b: Anti-Villin, Cy3, c: EGFP. Penile Urethra, Männchen. Die cholinerge Bürstenzelle 
liegt horizontal in der Mukosa, sodass kein Fortsatz das Organlumen (*) erreicht.  
Abb. 3.38a-d IHC, eGFP und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: Anti-Villin, Cy3, c: EGFP, 
d: DAPI. Colliculus seminalis. Flaschenförmige, eGFP- und Villin-positive Bürstenzelle mit 
Lumenkontakt (*). Ausgeprägtes Villinsignal am terminalen Ende des ins Lumen vorgestreck-
ten Fortsatzes (Pfeil in a und b). Abb. 3.39a-c IHC. a: Mischbild, b: Anti-Villin, Cy3, c: Anti-
eGFP, FITC. Distale weibliche Urethra (*: Lumen). Der Fortsatz (Pfeilspitze) der cholinergen 
Bürstenzelle (Pfeil) projiziert sich in den Zellzwischenraum. Die andere Villin-immunreaktive 
Zelle (Blockpfeil in a und b) ist eGFP-negativ (Blockpfeil in c).  
Maßstabbalken Abb. 3.36a-d-3.38a-d: 10 µm, Abb. 3.39a-c: 20 µm. 
 

3.39a
*

3.39b
*

3.39c
*
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3.40a

*

*

*

*

3.40b

*
*

*

*

3.40c

*

*

*
*

3.43c

*

3.41a

*

3.41b

*

3.41c

*

3.41d

*

3.42c *3.42a * 3.42b *

3.43a

*

3.43b

*

Abb. 3.40a-c IHC und eGFP. a: Mischbild, b: Anti-Villin, Cy3, c: EGFP. Penile Urethra, Männ-
chen mit einer cholinergen (Pfeile) und non-cholinergen (Blockpfeile) Bürstenzelle. EGFP-
negative Zelle mit zwei basalen Fortsätzen und Kontakt zum urethralen Lumen (*) über api-
kalen Fortsatz. Abb. 3.41a-d IHC, eGFP und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: Anti-
Villin, Cy3, c: EGFP, d: DAPI. Penile Urethra, Männchen. Starkes Villinsignal am terminalen 
Ende des Fortsatzes der eGFP-negativen Bürstenzelle (Pfeil in a, b, c) mit Kontakt zum 
urethralen Lumen (*). Blockpfeil in a, b, c: ChATBAC-eGFP-positive Bürstenzelle. Abb. 3.42a-
c IHC. a: Mischbild, b: Anti-Villin, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Proximale weibliche Urethra (*: 
Lumen). Enger Kontakt zwischen cholinerger (Blockpfeil) mit kurzem basalen Fortsatz und 
non-cholinerger (Pfeil) Zelle. Pfeilspitze in a und b: langer, dünner Fortsatz der eGFP-negati-
ven Zelle mit terminaler Auftreibung und Projektion in den Zellzwischenraum. Abb. 3.43a-c 
IHC. a: Mischbild, b: Anti-Villin, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Distale weibliche Urethra (*: Lumen). 
EGFP-negative (Pfeil in c), Villin-positive Zelle (Pfeil in a und b) mit langem dünnen, lumina-
lem Fortsatz und akzentuiertem terminalen Villinsignal (Pfeilspitze in a und b). Blockpfeil: In-
vagination der Mukosa.   
Maßstabbalken Abb. 3.40a-c-3.43a-c: 20 µm. 
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3.5 Komponenten der gustatorischen Signaltransduktion in cholinergen Bürstenzellen 

3.5.1 Gustducin 

3.5.1.1 Urethra der männlichen Maus 

Cholinerge Bürstenzellen in der Urethra der männlichen Maus waren immunreaktiv für 

die α-Untereinheit des geschmacksspezifischen G-Proteins Gustducin (Abb. 3.44a-c, 

3.45a-c), jedoch differierte der Anteil zugleich Gustducin- und ChATBAC-eGFP-positiver 

Zellen je nach Lokalisation in der Harnröhre (Tab. 3.5 und Abb. 3.62). 

Auf Präabsorptionskontrollen für den Gustducin-Antikörper zeigten sich keine unspezifi-

schen Antikörperbindungen (Abb. 3.45a-c, 3.46a-c). Der Antikörper markierte auf Posi-

tivkontrollen aus der Zunge Geschmacksknospen (Abb. 3.47). 

Ca. die Hälfte aller cholinergen Bürstenzellen im penilen urethralen Segment und im 

Divertikel war Gustducin-immunreaktiv; die andere Hälfte nicht (Tab. 3.5, Abb. 3.62 und 

Anhangstab. 16). Im Epithel der pelvinen Urethra, des Colliculus seminalis und des Bla-

senhalses waren cholinerge Gustducin-negative Zellen am häufigsten nachweisbar.  

 

3.5.1.2 Periurethrale Drüsen und akzessorische Drüsen der männlichen Maus 

Nach Inkubation mit Anti-eGFP- und Anti-Gustducin-Antiseren waren in den AG des Di-

vertikels und pelvinen urethralen Segments 13 bis 17% der Zellen doppelt positiv. Cho-

linerge Gustducin-negative Bürstenzellen bildeten den größten Anteil (Anhangstab. 17).  

 

3.5.1.3 Urethra der weiblichen Maus 

Der Anteil Gustducin-immunreaktiver Zellen an allen erfassten cholinergen Bürstenzel-

len betrug etwa ein Fünftel in der distalen und ein Drittel in der proximalen Urethra (Tab. 

3.5, Abb. 3.63 und Anhangstab. 18). Cholinerge Gustducin-negative Zellen waren am 

häufigsten nachweisbar. 

 

3.5.1.4 Periurethrale Drüsen der weiblichen Maus 

Ca. die Hälfte aller cholinergen Bürstenzellen in den PUDAG exprimierte Gustducin 

(Anhangstab. 19). 
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3.44c

*

3.45b

*

3.45a

*

3.45c

*

3.46a

*

3.46c

*

3.46b

*

3.47

Abb. 3.44a-c Komponenten der gustatorischen Signal-
transduktion in der cholinergen Bürstenzelle: 
Gustducin. IHC. a: Mischbild, b: Anti-Gustducin, Cy3, c: Anti-
eGFP, FITC. Distale Urethra (*: Lumen), Weibchen. Zwei 
Gustducin-positive cholinerge Zellen (Pfeile). Pfeilspitzen in a 
und b: Gustducin-immunreaktive Fortsätze. Abb. 3.45a-c-
3.46a-c Präabsorptionskontrolle des Anti-Gustducin-An-
tikörpers. Abb. 3.45a-c IHC und eGFP. a: Mischbild, b: Anti-
Gustducin, Cy3, c: EGFP. Männliche Urethra (*: Lumen).  
Gustducin-positive cholinerge Epithelzelle (Pfeil). Abb. 3.46a-
c Präabsorption des Anti-Gustducin-Antikörpers und eGFP. a: 
Mischbild, b: Cy3, c: EGFP. Männliche Urethra (*: Lumen). 
 Nach Präabsorption des Antikörpers leuchten die cholinergen Zellen (Pfeile in a und c) im 

Cy3-Filter (Pfeile in b) nicht. Abb. 3.47 Positivkontrolle des Anti-Gustducin-Antikörpers. 
IHC. Anti-Gustducin, Cy3. Zunge. Der Anti-Gustducin-Antikörper markiert die Geschmacks-
zellen in Geschmacksknospen (Pfeile).  
Maßstabbalken Abb. 3.44a-c-3.47: 20µm. 

3.44a

*

3.44b

*
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 Gustducin/eGFP 
         +/+                                  +/-                                -/+ 

  
Penile Urethra           47,5                                4                                  48,5 

Divertikel           46                                   0                                  54 
Pelvine Urethra             9                                   0                                  91 

Colliculus seminalis           14                                   6                                  80 

 
  

Distale Urethra           22                                   2                                  76 
Proximale Urethra           30                                   0                                  70 

  
Blasenhals             0                                   0                                  100 

 
Tab. 3.5 Übersicht über den Anteil Gustducin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Gustducin-
positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Gustducin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver  (-/+) 

Zellen in den Urethrae beider Geschlechter ( , ) in % eingeteilt nach Organabschnitt mit n<3 
Tiere in grün, n=3 Tiere in rot und n>3 Tiere in violett. „Gustducin/eGFP, Blasenhals“: Daten nur 
aus männlichen Tieren. Quelldaten siehe Anhangstab. 16 und 18.  

 

3.5.2 PLCβ2 

3.5.2.1 Urethra der männlichen Maus 

Cholinerge urethrale Bürstenzellen waren immunreaktiv für das Enzym PLCβ2 (Abb. 

3.48a-c, 3.49a-c); darüber hinaus existierten PLCβ2-positive Epithelzellen in der urethra-

len Mukosa, die ChATBAC-eGFP-negativ waren (Abb. 3.48a, b). Die für den Antikörper 

durchgeführten Präabsorptionskontrollen zeigten keine unspezifischen Markierungen 

(Abb. 3.50a, b). In Positivkontrollen aus der Trachea band der Antikörper an intraepithe-

liale Zellen (Abb. 3.51). 

Nach Inkubation mit Anti-eGFP- und Anti-PLCβ2-Antikörpern zeigten sich 27 bis 56% 

doppelt immunreaktiver Zellen. Im Epithel der penilen und pelvinen Urethra sowie des 

Blasenhalses war der Anteil non-cholinerger PLCβ2-immunreaktiver Zellen am größten. 

Cholinerge PLCβ2-negative Zellen bildeten einen Anteil von bis zu 20 % (Colliculus se-

minalis; Tab. 3.6, Abb. 3.62 und Anhangstab. 20). 

 

3.5.2.2 Periurethrale Drüsen und akzessorische Drüsen der männlichen Maus 

Der Großteil cholinerger Bürstenzellen im Gangepithel exkretorischer PUD des Beckens 

und Divertikels sowie in Ausführungsgängen der ventralen Prostata war immunreaktiv 

mit PLCβ2-Antiseren (Anhangstab. 21).  
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3.5.2.3 Urethra der weiblichen Maus 

In der distalen urethralen Hälfte betrug der Anteil PLCβ2-ChATBAC-eGFP-positiver Zellen 

ca. 60%. Im proximalen Organabschnitt waren PLCβ2-positive cholinerge Bürstenzellen, 

PLCβ2-positive nicht-cholinerge Zellen und PLCβ2-negative cholinerge Bürstenzellen 

jeweils gleich häufig verteilt (Tab. 3.6, Abb. 3.63 und Anhangstab. 22). 

 

3.5.2.4 Periurethrale Drüsen der weiblichen Maus 

PLCβ2- und ChATBAC-eGFP-positive Zellen konnten am häufigsten verzeichnet werden 

(Anhangstab. 23). 

 PLCβ2/eGFP 
+/+                                 +/-                                  -/+ 

  
Penile Urethra           27                                  67                                   5 

Divertikel           47                                  50                                   3 
Pelvine Urethra           40                                  44                                 16 

Colliculus seminalis           56                                  25                                 19 

 
  

Distale Urethra           59                                  24                                 17 
Proximale Urethra           28                                  38                                 34 

/  
 

Blasenhals           33                                  67                                   0 
 
Tab. 3.6 Übersicht über den Anteil PLCβ2-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), PLCβ2-posi-
tiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PLCβ2-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen in 

den Urethrae beider Geschlechter ( , ) in % eingeteilt nach Organabschnitt mit n=3 Tiere in 
rot und n>3 Tiere in violett. Quelldaten siehe Anhangstab. 20 und 22.  

 

3.5.3 TRPM5 

3.5.3.1 Urethra der männlichen Maus 

Bürstenzellen in der Urethra des Männchens waren größtenteils zugleich cholinerg und 

TRPM5-immunreaktiv (Abb. 3.52a-d, 3.53a-c). In Abhängigkeit von der intraurethralen 

Lokalisation fanden sich zusätzlich intraepitheliale TRPM5-positive non-cholinerge Zel-

len (Abb. 3.54a-c). 

Auf Anschnitten aus Harnröhren, die mit einem Kaninchen-Präimmunserum inkubiert 

wurden, zeigten sich keine unspezifischen Bindungen (Abb. 3.55a-f). Auf Positivkontrol-

len aus der Zunge wurden mit dem TRPM5-Antikörper Geschmacksknospen markiert 

(Abb. 3.56). 
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3.49b
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3.49c
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3.50a

*

3.50b

*

3.51

Abb. 3.48a-c-3.49a-c Komponenten der gustatorischen Signaltransduktion in der cho-
linergen Bürstenzelle: PLCβ2, und Subpopulation non-cholinerger PLCβ2-immunreak-
tiver Zellen. Abb. 3.48a-c IHC. a: Mischbild, b: Anti-PLCβ2, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Proxi-
male Urethra (*: Lumen), Weibchen. Zwei cholinerge, PLCβ2-positive Zellen (Pfeile) und eine 
non-cholinerge, PLCβ2-immunreaktive Zelle (Blockpfeil), welche weiter luminal in der Mukosa 
liegt. Abb. 3.49a-c IHC. a: Mischbild, b: Anti-PLCβ2, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Proximale 
Urethra (*: Lumen), Weibchen. PLCβ2-immunreaktive, cholinerge Zelle (Pfeil) mit basalem 
und apikal-horizontalem Fortsatz. Abb. 3.50a-b Präabsorptionskontrolle des Anti-PLCβ2-
Antikörpers. Abb. 3.50a IHC. Anti-PLCβ2, Cy3 und 3.50b Präabsorption des Anti-PLCβ2-
Antikörpers. Der Anti-PLCβ2-Antikörper markiert eine Epithelzelle (Pfeil in a) in der Urethra 
(*: Lumen). Nach Präabsorption des Antikörpers leuchtet keine Zelle (b). Abb. 3.51 Positiv-
kontrolle des PLCβ2-Antikörpers. IHC. Anti-PLCβ2, Cy3. Trachea. PLCβ2-positive Epithel-
zelle (Pfeil) in der Trachealschleimhaut (*: tracheales Lumen).  
Maßstabbalken Abb. 3.48a-c-3.51: 20 µm. 
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Nach Inkubation mit Anti-eGFP- und Anti-TRPM5-Antiseren waren 70 bis 100 % doppelt 

positive Zellen nachweisbar (Tab. 3.7, Abb. 3.62 und Anhangstab. 24). TRPM5-immun-

reaktive nicht-cholinerge Zellen bildeten einen Anteil von bis zu 13% (penile Urethra), 

cholinerge TRPM5-negative von bis zu 19% (Colliculus seminalis).  

 

3.5.3.2 Periurethrale Drüsen und akzessorische Drüsen der männlichen Maus 

Eine deutliche Mehrzahl cholinerger Bürstenzellen im Epithel der pelvinen PUDAG und 

exkretorischen Gänge der ventralen Prostata exprimierte gleichzeitig TRPM5 (Anhang-

stab. 25). 

  

3.5.3.3 Urethra der weiblichen Maus 

In beiden urethralen Segmenten bildeten TRPM5-ChATBAC-eGFP-positive Zellen nach 

Inkubation mit Anti-eGFP- und Anti-TRPM5-Antiseren den prozentual größten Anteil 

(Tab. 3.7, Abb. 3.63 und Anhangstab. 26).  

 

3.5.3.4 Periurethrale Drüsen der weiblichen Maus 

Die meisten Zellen waren ChATBAC-eGFP- und TRPM5-positiv (Anhangstab. 27). 

 TRPM5/eGFP 
         +/+                                  +/-                                 -/+ 

  
Penile Urethra           87                                   13                                  0 

Divertikel           85                                     6                                  9 
Pelvine Urethra           93                                     3                                  4 

Colliculus seminalis           70                                   11                                19 

 
  

Distale Urethra           93                                     0                                  7 
Proximale Urethra           100                                   0                                  0 

/  
 

Blasenhals          100                                    0                                  0 
 

Tab. 3.7 Übersicht über den Anteil TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), TRPM5-po-
sitiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und TRPM5-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen 

in den Urethrae beider Geschlechter ( , ) in % eingeteilt nach Organabschnitt mit n<3 Tiere in 
grün, n=3 Tiere in rot und n>3 Tiere in violett. Quelldaten siehe Anhangstab. 24 und 26.  

 

 

 



57 
 

3.5.4 Inkubation der Urethra mit Tas1r3-Immunseren 

Zusätzlich wurde die Urethra auf Immunreaktivität mit Tas1r3-Immunseren untersucht. 

Der in zahlreichen Verdünnungen (1:150, 1:300, 1:600, 1:1200, 1:2400, 1:4800, 1:8000) 

in Kombination mit verschiedenen Blockseren getestete Antikörper führte zu keinen po-

sitiven Ergebnissen bei generell stark ausgeprägter unspezifischer Fluoreszenz des Ge-

webes (nicht dargestellt). Auf Positivkontrollen aus der Zunge markierte der Antikörper 

Geschmacksknospen generell sehr schwach (Abb. 3.57). 
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3.53b
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3.53c
*

Abb. 3.52a-d-3.53a-c Komponenten der gustatorischen Signaltransduktion in der choli-
nergen Bürstenzelle: TRPM5. Abb. 3.52a-d IHC und Kernfärbung mit DAPI. a: Mischbild, b: 
Anti-TRPM5, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC, d: DAPI. Pelvine Urethra (*: Lumen), Männchen. 
TRPM5- und eGFP-positive Zelle mit zwei horizontalen Fortsätzen (Pfeil). Abb. 3.53a-c IHC. 
a: Mischbild, b: Anti-TRPM5, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Blasenhals (*: Lumen), Männchen. 
Apikal gelegene TRPM5- und eGFP-positive Zelle (Pfeil) mit basalem Fortsatz. Abb. 3.54a-c 
Subpopulation non-cholinerger TRPM5-immunreaktiver Zellen. IHC. a: Mischbild, b: Anti-
TRPM5, Cy3, c: Anti-eGFP, FITC. Urethra, Männchen. Die TRPM5-positive Zelle (Pfeil in a 
und b) mit apikalem, in das Lumen (*) vorgestreckten und basalem Fortsatz, ist eGFP-negativ 
(Pfeil in c).  
Maßstabbalken Abb. 3.52a-d-3.54a-c: 20 µm. 
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3.56 3.57

Abb. 3.55 a-f Inkubation mit dem TRPM5-Präimmunserum. Abb. 3.55a-c IHC und e-GFP. 
a: Mischbild, b: Anti-TRPM5, Cy3, c: EGFP. Abb. 3.55d-f Inkubation mit dem TRPM5-
Präimmunserum rb77 und eGFP. d: Mischbild, e: Cy3, f: EGFP. Urethra (*: Lumen), Männ-
chen. Der Anti-TRPM5-Antikörper markiert zwei urethrale Epithelzellen (Pfeile in b), die cho-
linerg sind (Pfeile in a und c). Nach Vorbehandlung des Antikörpers mit dem Präimmunserum 
ist keine der cholinergen Zellen in d und f markiert (Pfeile in e). Abb. 3.56 Positivkontrolle 
des Anti-TRPM5-Antikörpers. IHC. Anti-TRPM5, Cy3. Zunge. TRPM5-immunreaktive Ge-
schmackszellen (Pfeile) in Geschmacksknospen der Zunge leuchten. Abb. 3.57 Positivkon-
trolle des Anti-T1R3-Antikörpers. IHC. Anti-T1R3, 1:2400, Cy3. Zunge. Quer angeschnit-
tene Geschmacksknospe, welche vom Anti-T1R3-Antikörper nur schwach markiert wird.  
Maßstabbalken Abb. 3.55a-f: 20 µm, Abb. 3.56: 50 µm, Abb. 3.57: 20 µm. 
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3.6 Nachweis von Bürstenzellen und Komponenten der gustatorischen Signaltransduk-

tion im Epithel der Urethrae von Wildtypmäusen 

Villin-immunreaktive sowie Gustducin-, PLCβ2- und TRPM5-positive Epithelzellen wur-

den im Epithel der Urethrae von männlichen und weiblichen Wildtypmäusen nachgewie-

sen (Abb. 3.58a-c-3.61a-c). Sie glichen morphologisch den Zellen, die mit denselben 

Antikörpern in den Urethrae von ChATBAC-eGFP-Tieren markiert waren.  

Antikörper gegen eGFP markierten keine urethrale Epithelzelle beim Wildtyp. 

Zusätzlich wurden Doppelinkubationen mit Anti-Villin- und Anti-PLCβ2-, Anti-Gustducin- 

und Anti-PLCβ2- sowie Anti-TRPM5- und Anti-PLCβ2-Immunseren an Wildtypurethrae 

durchgeführt. Bei beiden Geschlechtern wurden Villin- und PLCβ2-koexprimierende 

urethrale Epithelzellen beobachtet, welche z.T. über apikale Fortsätze das Lumen kon-

taktierten. Während sich das Fluoreszenzsignal beider Antikörper in zellmembrannahen 

Bezirken der Zelle überlappte, markierte nur das Villin-Antiserum einen Zellpol beson-

ders kräftig. Alle Zellen waren sowohl positiv für Villin als auch für PLCβ2. Zudem gelang 

der Nachweis Gustducin- und PLCβ2-immunreaktiver Zellen; Neben doppelt immunre-

aktiven Zellen fanden sich jedoch auch nur Gustducin- oder PLCβ2-positive, wobei letz-

tere häufiger auftraten. Weiterhin zeigten sich TRPM5- und PLCβ2-positive Zellen. 

TRPM5-immunreaktive Zellen waren zugleich PLCβ2-immunreaktiv. Demgegenüber ka-

men PLCβ2-positive Zellen ohne TRPM5-Immunreaktivität vor. 
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3.59c
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3.61b3.61b
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3.58a
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3.58c
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3.58b

*

3.61a
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*

3.61c
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Abb. 3.58a-c-3.61a-c Bürstenzellen und Zellen mit Komponenten der gustatorischen 
Signaltransduktionskaskade im Wildtyp. Abb. 3.58a-c IHC. a: Anti-Villin, Cy3, b: FITC, c: 
Mischbild. Urethra, Wildtyp, Weibchen. Villin-immunreaktive Zelle (Pfeil in a und c) mit langem, 
dünnen Fortsatz und Lumenkontakt (*). Die Zelle leuchtet im FITC-Filter nicht (Pfeil in b). Abb. 
3.59a-c IHC. a: Anti-Gustducin, Cy3, b: FITC, c: Mischbild. Urethra, Wildtyp, Männchen. Die 
im Cy3-Filter markierte Zelle (Pfeil in a und c) leuchtet im FITC-Filter (Pfeil in b) nicht. *: ure-
thrales Lumen. Abb. 3.60a-c IHC. a: Anti-PLCβ2, Cy3, b: FITC, c: Mischbild. Urethra, Wildtyp, 
Weibchen. PLCβ2-positive Zelle (Pfeil in a und c), welche basal im Epithel liegt. Kein Fluores-
zenzsignal im FITC-Filter in der Wildtypurethra (Pfeil in b). *: urethrales Lumen. Abb. 3.61a-c 
IHC. a: Anti-TRPM5, Cy3, b: FITC, c: Mischbild. Urethra, Wildtyp, Männchen. Zwei TRPM5-
immunreaktive Zellen mit horizontaler und apiko-basaler Ausrichtung innerhalb des Epithels 
(Pfeile in a und c). Im FITC-Filter leuchten die Zellen nicht (Pfeile in b). Akzentuiertes Fluo-
reszenzsignal terminal (Blockpfeil in a und c).  
Maßstabbalken Abb. 3.58a-c-3.61a-c: 20 µm.  
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Abb. 3.62 Schematische Darstellung der Anteile cholinerger Villin-, Gustducin-, PLCβ2- bzw. 
TRPM5-positiver – doppelt positiver – Zellen (grün), non-cholinerger Villin-, Gustducin-, 
PLCβ2- bzw. TRPM5-positiver Zellen (blau) und cholinerger Villin-, Gustducin-, PLCβ2- bzw. 
TRPM5-negativer Zellen (gelb) in % in den verschiedenen Abschnitten der männlichen (Bla-
senhals auch weiblichen) Urethra. Quelldaten siehe Anhangstab. 12, 16, 20 und 24. 
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Abb. 3.63 Schematische Darstellung der Anteile cholinerger Villin-, Gustducin-, PLCβ2- bzw. 
TRPM5-positiver – doppelt positiver – Zellen (grün), non-cholinerger Villin-, Gustducin-, 
PLCβ2- bzw. TRPM5-positiver Zellen (blau) und cholinerger Villin-, Gustducin-, PLCβ2- bzw. 
TRPM5-negativer Zellen (gelb) in % in den verschiedenen Abschnitten der weiblichen 
Urethra. Quelldaten siehe Anhangstab. 14, 18, 22 und 26. 
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4. DISKUSSION 

4.1 Die cholinerge urethrale Zelle ist eine Bürstenzelle und kontaktiert das urethrale Lu-

men 

Im urethralen Epithel imponierte die cholinerge Bürstenzelle durch ihre flaschen-, keu-

len- oder mandelförmige, auch dreieckige Gestalt. Dabei bildete der apikale Zellpol den 

Hals der Flasche bzw. Keule; einer bis zu drei basale Zellfortsätze war bzw. waren in der 

Regel ebenfalls ausgebildet. Die mandelförmige cholinerge Zelle besaß je einen apika-

len und basalen Fortsatz. Im Falle der dreieckig geformten cholinergen Zelle fanden sich 

je nach Orientierung der Zelle im Epithel eine apikale und zwei basale bzw. eine apikale, 

eine basale und eine horizontale Projektion. Hinsichtlich der Form und Formvariabilität 

ähnelt die urethrale Bürstenzelle den in anderen Organen beschriebenen äquivalenten 

Zellen. Cholinerge Bürstenzellen in der Trachea wurden ebenfalls als flaschenförmig be-

schrieben [95], nehmen im trachealen Epithel jedoch auch dreieckige bis konische Ge-

stalt an [95, 117, 163]. Darüber hinaus verfügen auch die Schleimhäute der Tuba audi-

tiva, Nase und Bindehäute über Bürstenzellen, die als flaschen- oder birnenförmige Zel-

len im respiratorischen bzw. konjunktivalen Epithel situiert sind [96, 106, 209]. Morpho-

logische Parallelen bestehen zudem zum Bürstenzelltyp der gastrointestinalen Organe. 

In den Gallenwegen von Maus und Ratte sowie in der Gallenblase und dem Rektum 

existieren Bürstenzellen mit typischer Spindel- oder Flaschenform, wohingegen sie im 

Magen des Schweins und Dünndarm der Maus eher säulenartig und länglich zu sein 

scheinen [35, 112, 113, 185, 208].  

Die Gemeinsamkeit aller beschriebenen Zellen besteht in der Nachweisbarkeit eines dif-

ferenzierten apikalen Mikrovillibüschels, das sie als Bürstenzelle charakterisiert. Dabei 

wurden die Mikrovilli organübergreifend als rigide Strukturen umschrieben [49, 96, 106], 

anhand derer sich die Bürstenzellen von benachbarten Zellen unterscheiden lassen, 

auch wenn diese Nachbarzellen selbst Mikrovilli tragen [49, 115, 117, 163]. Aus immun-

histochemischen und elektronenmikroskopischen Untersuchungen der Bürstenzellen 

mit Antikörpern gegen die mikrovillösen Strukturproteine Villin und Fimbrin wurde ersicht-

lich, dass diese Zellen neben apikalen mikrovillösen Differenzierungen auch basolate-

rale Mikrovilli ausbilden können. Bei elektronenmikroskopischen Studien der trachealen 

Bürstenzelle fielen den Erstbeschreibern Rhodin und Dalhamn neben apikalen Mikrovilli 

weitere Fortsätze auf, die zu zilientragenden und Becherzellen gerichtet waren. Je nach 

Zielzelle entsendete die Bürstenzelle unterschiedlich viele und längenvariable Projektio-

nen [163]. Dass die basolateralen Zellausläufer der Bürstenzelle einen engen Kontakt 

zu Nachbarzellen erlauben, zeigten elektronenmikroskopische Aufnahmen der Bürsten-
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zelle in der murinen Gallenblase. Die bis zu drei Mikrometer messenden multiplen Mikro-

villi stülpten sich bis in das Zytoplasma umgebender Zellen vor [114]. Wie ihre apikalen 

Äquivalente bestanden auch diese basolateralen Projektionen aus Mikrofilamentbün-

deln, die sie rigide erscheinen ließen und die Verzahnung mit der Zellmembran ermög-

lichten. Sie entsprangen der basolateralen Bürstenzellmembran jedoch nicht büschel-

weise, sondern eher solitär mit variablen Austrittswinkeln [115]. Untermauert wurden die 

elektronenmikroskopischen Befunde durch immunhistochemische Untersuchungen der 

Bürstenzelle in den Atemwegen und dem Gastrointestinaltrakt der Ratte mit Antikörpern 

gegen Villin und Fimbrin. Apikale und basolaterale Zellkompartimente waren Villin- und 

Fimbrin-immunreaktiv, entsprechend des erwarteten Vorkommens von Mikrovilli [70], so 

dass Höfer et al. die Nachweisbarkeit apikaler und basolateraler Mikrovilli als Haupt-

merkmal der Bürstenzellen postulierten. Die urethralen Bürstenzellen erfüllen dieses Kri-

terium auch. Aus Inkubationen der Bürstenzellen mit Villin-Antiseren resultierte in der 

Regel eine apikale sowie basolaterale Markierung der Zellzirkumferenz einschließlich 

der Projektionen, soweit sie vorhanden bzw. sichtbar waren. Ein besonders ausgepräg-

tes Fluoreszenzsignal zeigte sich adluminal entsprechend eines apikalen Mikrovillibü-

schels. Dahingegen leuchtete die basolaterale Zellmembran schwächer; horizontale 

bzw. laterale Projektionen waren regelrecht gut erkennbar, woraus die Vermutung er-

wächst, dass es sich dabei ebenfalls um Mikrovilli handeln könnte. Fortführend zu diesen 

immunhistologischen Beobachtungen wurden elektronenmikroskopische Untersuchun-

gen an der urethralen Bürstenzelle durchgeführt, die das Vorhandensein des apikalen 

Mikrovillibüschels bestätigen [35]. Beachtlich ist in diesem Zusammenhang auch die Tat-

sache, dass das Mikrovillibüschel zwar in der Mehrheit der Fälle zum urethralen Lumen 

ausgerichtet ist, es jedoch auch in interzellulären Zwischenräumen platziert sein kann, 

was bereits für Bürstenzellen der murinen Gallenblase beschrieben wurde [112]. Auch 

fortsatzlose rundliche bis ovale Zellen waren im urethralen Epithel neben den choliner-

gen und non-cholinergen Bürstenzellen mit charakteristischem Mikrovillibüschel Villin-

immunreaktiv. Eine Kontaktaufnahme mit dem Lumen oder der Basalmembran war, zu-

mindest auf den jeweiligen Schnittebenen, nicht ersichtlich. Die Immunreaktivität der ge-

samten Zellzirkumferenz dieser Zellen deutete jedoch auch auf das Vorhandensein des 

Antigens Villin hin, woraus gefolgert werden kann, dass es sich auch hierbei um urethrale 

Bürstenzellen handelt. Ähnliche Beobachtungen machten Luciano et al. an Bürstenzel-

len der Gallenblase der Maus. Sie führten die Formvariabilität der Zellen zurück auf 

schnitttechnische Ursachen, insofern als dass der Zellleib unter verschiedenen Winkeln 

angeschnitten wurde und Fortsätze somit nicht zur Darstellung kamen. Da die Gestalt 

und Ausdehnung der kompletten Bürstenzelle anhand von ultradünnen Nachbarschnit-

ten nachvollzogen werden konnte, wurde gefolgert, dass die Zelle schräg im Epithel der 
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Gallenblase liege und in der Regel immer das Lumen sowie die Basalmembran kontak-

tiere [115]. Vor dem Hintergrund der Existenz basolateraler Mikrovilli bei Bürstenzellen 

der Gallenblase und vermutlich auch der Urethra erscheint es jedoch fraglich, warum bei 

der elektronenmikroskopischen Auswertung solcher Zellanschnitte kein basolateraler 

Fortsatz beobachtet wurde. Bei der Betrachtung fortsatzloser urethraler Bürstenzellen 

im Fluoreszenzmikroskop kann jedoch aufgrund von eingeschränkter Möglichkeit zur 

Vergrößerung nicht sicher ausgeschlossen werden, dass kein lateraler Mikrovillus ange-

troffen ist. Überdies fanden sich in direkter Umgebung der urethralen Bürstenzellen ge-

legentlich Villin-immunreaktive punkt- bis faserartige Strukturen. Hierbei könnte es sich 

um laterale Mikrovilli handeln, wenngleich die Zugehörigkeit dieser Ausläufer zu einer 

Bürstenzelle nicht lückenlos nachvollziehbar war. Würden die lateralen Mikrovilli der 

urethralen Bürstenzelle eine vergleichbare Länge mit denen der Bürstenzellen in der 

murinen Gallenblase von ca. drei Mikrometern haben [114, 115], so eignet sich die An-

fertigung von zehn Mikrometer dicken Schnittserien nicht für deren Darstellung und Be-

urteilung. Ultradünne Schnittserien, die Durchmusterung angeschnittener Bürstenzellen 

und ihrer Nachbarzellen im Elektronenmikroskop oder Untersuchungen mit dem konfo-

kalen Laser-Scanning-Mikroskop könnten hinsichtlich dieser Fragestellung Aufschluss 

geben. Die Vielgestaltigkeit basaler Fortsätze der urethralen Bürstenzelle erinnert zu-

dem an vorbeschriebene Ergebnisse aus Studien an Bürstenzellen anderer Organe. Die 

untersuchten Bürstenzellen in der Harnröhre wiesen regelmäßig basale Fortsätze auf. 

Ihre Anzahl pro Zelle variierte von keinem bis zu dreien. Basale Zellausläufer verjüngten 

sich häufig in Richtung Basalmembran und waren schweifartig gestaltet. Bürstenzellen 

in Trachea und Magen liegen der Basalmembran mit zugespitzten bzw. konischen ba-

salen Zellpolen auf [117, 163, 208]. Von Bürstenzellen der Gallenblase ist bekannt, dass 

sie wie die urethralen Äquivalente über mehrere basale Fortsätze die Basalmembran 

kontaktieren können. Luciano et al. beschrieben im Bezug darauf eine sich verjüngenden 

breitbasige sowie bis zu zwei dünner und länger gestaltete Projektionen [115].  

 

4.2. Abgrenzung neuroendokriner Zellen von cholinergen Bürstenzellen in der Urethra 

4.2.1 Histomorphologie der urethralen neuroendokrinen Zelle im Vergleich zu Vorarbei-

ten 

Die neuroendokrine Zelle in der murinen Harnröhre besaß zumeist eine runde oder 

ovale, gelegentlich auch dreieckige, tropfen- oder flaschenförmige Gestalt. Dies steht im 

Einklang mit Beschreibungen neuroendokriner Zellen in den Urethrae gleicher oder an-

derer Tierspezies und des Menschen, wo diese Zellen flaschen- oder spindelartig [39, 
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64, 66, 103], länglich [32, 103, 206, 207], oval [64], rund [6, 17, 32, 206, 207] sowie 

dreieckig [6, 32, 206, 207] geformt sein können. Urethrale neuroendokrine Zellen besa-

ßen einen eher großen mittig situierten Nukleus, wohingegen in der Literatur vornehm-

lich kleine Nuklei beschrieben werden in mittiger bis basaler, selten auch apikaler Loka-

lisation [66]. In der vorliegenden sowie in früheren Studien verfügte das apikale Zellkom-

partiment häufig über konische, lange, z.T. doppelt ausgeprägte Fortsätze, die sich in 

das urethrale Lumen oder umschriebene extrazelluläre Aufweitungen zwischen den 

Epithelzellen vorstülpten [17, 32, 38, 39, 66, 84, 103, 206, 207]. Neuroendokrine Zellen 

besaßen des Weiteren nach lateral/horizontal gerichtete Fortsätze, wodurch gelegentlich 

eine räumliche Annäherung zu den Ausläufern anderer neuroendokriner Zellen bzw. ih-

rer Zellkörper geschaffen wurde [35, 66, 84, 206, 207]. Mit der Basalmembran treten die 

Zellen entweder über ihren basalen Zellpol oder über basale Fortsätze in Kontakt; letz-

tere konnten sich verzweigen und einen bis zu 100 Mikrometer langen horizontalen, zur 

Basalmembran parallelen Verlauf aufweisen, bevor sie in knöpfchenartigen Schwellun-

gen ausliefen [17, 66, 84, 206, 207]. Dies fand in vorliegender Studie Bestätigung, da 

ebenfalls neuroendokrine Zellen mit sehr langen horizontalen Zellausläufern auffielen, 

die sowohl intra- als auch subepithelial parallel zur Basalmembran verliefen und termi-

nale Auftreibungen besaßen. Somit resultierte eine Bi- oder Multipolarität der urethralen 

neuroendokrinen Zellen, die eine Einteilung in den „offenen“ bzw. „geschlossenen“ Typ 

nach Fujita [56] zulässt, je nachdem, ob über apikale Zellausläufer ein Kontakt mit dem 

Organlumen zustande kommt oder nicht. Untersuchungen an der Urethra des Schafs 

zufolge besaßen insbesondere neuroendokrine Zellen mit 5-HT-haltigen Granula mul-

tiple Fortsätze, von denen sich einer bis zum Lumen erstreckte [17], wodurch diese Zel-

len dem offenen Typ zugerechnet werden konnten. Als Beispiel für Paraneurone ohne 

luminale Beziehung lassen sich Somatostatin-positive Zellen aufführen, die lediglich ei-

nen Ausläufer zur Basalmembran aufweisen [17, 206, 207]. Ein Zusammenhang zwi-

schen 5-HT-immunreaktiven Zellen und der Art ihrer Fortsätze konnte in dieser Arbeit 

nicht hergestellt werden, da diese Subpopulation neuroendokriner Zellen nicht überpro-

portional häufig in eine bestimmte Richtung gerichtete Fortsätze zeigte. 

 

4.2.2 Neuroendokrine und chemosensorische Zellen bilden distinkte Zellpopulationen in 

der Urethra: Unterschiede in Ultrastruktur, Immunhistochemie und Vorkommen 

Vergleicht man neuroendokrine Zellen und non-cholinerge Bürstenzellen in der murinen 

Urethra unter morphologischen Gesichtspunkten, fallen mehrere Gemeinsamkeiten auf. 

Zum einen bildeten beide Zelltypen charakteristische, sehr lange und dünne apikale 
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Zellausläufer mit terminalem Mikrovillibesatz aus, wohingegen die cholinerge Bürsten-

zelle in der Regel kürzere, flaschenhalsähnliche Fortsätze zum Lumen besaß. Zum an-

deren projizierten neuroendokrine sowie ChATBAC-eGFP-negative Bürstenzellen weitrei-

chende horizontale Fortsätze entlang der Basalmembran, was für cholinerge Bürsten-

zellen nicht typisch war. Hinsichtlich der prozentualen Verteilung beider Zellpopulationen 

in der urethralen Mukosa fallen insbesondere drei Lokalisationen innerhalb der Urethra 

männlicher Mäuse auf, in denen die Häufigkeit des Vorkommens neuroendokriner PGP-

positiver und non-cholinerger Bürstenzellen einander gleicht: Im penilen Abschnitt fan-

den sich 74% PGP-immunreaktive Zellen; die Inkubation dieser urethralen Region mit 

dem Anti-Villin-Antikörper erbrachte 70% Villin-immunreaktive non-cholinerge Zellen. Im 

Divertikel waren 40% der Zellen PGP-positiv und 51% Villin-positiv sowie ChATBAC-

eGFP-negativ. 74% der Zellen im Colliculus seminalis reagierten mit PGP-Antiseren; ein 

Prozentsatz von 82 war Villin-immunreaktiv ohne ChATBAC-eGFP-Expression. Vor die-

sem Hintergrund erwächst der Eindruck, dass es sich bei den non-cholinergen Bürsten-

zellen z.T. um neuroendokrine Zellen handeln könnte. Es sprechen jedoch einige Be-

obachtungen dagegen. Die Mikrovilli der Bürstenzellen werden typischerweise als rigide, 

fingerartige, dicht stehende und gerade Strukturen von 1 bis 1,5 Mikrometer Länge und 

0,05 bis 0,1 Mikrometer Breite beschrieben, anhand derer sich Bürstenzellen von ihren 

benachbarten Zellen unterscheiden [70, 140, 163, 171, 202]. Mikrovilli neuroendokriner 

Zellen in der Urethra wurden dahingegen als kurze Zelldifferenzierungen ohne starre 

Anordnung beschrieben [155, 161]. Um mittels Antikörpern Bürstenzellen selektiv dar-

stellen zu können, analysierten Höfer et al. viele Organe mit bekanntem Vorkommen 

dieser Zellpopulation anhand von Villin- und Fimbrin-Antiseren. Die positive Immunreak-

tion mit Antikörpern gegen die Strukturproteine der Mikrovilli, Villin und Fimbrin, in den 

Bürstenzellen des Gastrointestinaltrakts und der Atemwege ermöglichte eine sichere 

Identifizierung der Bürstenzellen. Höfer et al. leiteten aus diesen immunhistochemischen 

Untersuchungen das gemeinsame Merkmal aller Bürstenzellen ab: Ausschließlich Bürs-

tenzellen zeigten zusätzlich zur apikalen eine basolaterale Villin-Immunreaktivität. Bürs-

tenzellen stellen somit den einzigen Zelltyp mit basolateral ausgebildeten Mikrovilli dar, 

was sie von allen anderen Zellen mit apikalen Mikrovillibüscheln unterscheidet. Neuro-

endokrinen Zellen in der Urethra würde demnach das basolaterale Fluoreszenzsignal 

bei Inkubation mit Villin-Antiseren fehlen, wodurch sie klar von den non-cholinergen 

Bürstenzellen abgegrenzt werden könnten. Überdies gelang eine genauere Abgrenzung 

der Bürstenzelle von neuroendokrinen bzw. enteroendokrinen Zellen mit Antikörpern ge-

gen Villin, CK18, β-Tubulin und 5-HT. Der Antikörper Anti-CK18 richtet sich gegen Inter-

mediärfilamente und der Anti-β-Tubulin-Antikörper markiert Mikrotubuli, die in Bürsten-
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zellen insbesondere supranukleär vorkommen [71, 89, 114, 171, 202]. Villin-immunre-

aktive Zellen waren nahezu immer zugleich CK18- bzw. β-Tubulin-positiv, wodurch de-

ren Charakterisierung als Bürstenzellen gelang. CK18-immunreaktive Bürstenzellen re-

agierten jedoch in keinem Fall mit 5-HT- und CgA-Antiseren [71]. Außerhalb der genann-

ten Organabschnitte der männlichen Maus, der penilen Urethra, des Divertikels und des 

Colliculus seminalis, deckte sich das relative Vorkommen neuroendokriner Zellen und 

non-cholinerger Bürstenzellen nicht. Insbesondere beim weiblichen Tier zeigten sich un-

terschiedliche prozentuale Verteilungsmuster beider Zelltypen. Die Untersuchung der 

distalen und proximalen weiblichen Urethra mit Anti-Villin-Antikörpern erbrachte 54% 

bzw. 70% Villin-positive non-cholinerge Bürstenzellen; die Inkubation mit PGP-Immun-

seren zeigte 34 bzw. 58% PGP-immunreaktive eGFP-negative Zellen. In keinem der 

urethralen Abschnitte der weiblichen Maus entsprach daher die Häufigkeit des Vorkom-

mens neuroendokriner Zellen derer non-cholinerger Bürstenzellen. Es erscheint folglich 

als äußerst unwahrscheinlich, dass es sich bei den diskutierten Zellen um ein und die-

selbe Zellart handeln könnte, was hauptsächlich durch die Ergebnisse aus der immun-

histochemischen Inkubation urethraler Schnitte ChATBAC-eGFP-positiver Tiere mit Anti-

körpern gegen PGP, 5-HT und CgA gestützt wird. Nahezu keine ChAT-positive Zelle 

exprimierte neuroendokrine Marker mit Ausnahme des pelvinen urethralen Abschnitts 

des Männchens, wo eine Kolokalisation von ChAT und CgA zu 1% auftrat. Dies ent-

spricht einer doppelt-positiven Zelle von insgesamt 134 Zellen, die mit Anti-eGFP- und 

Anti-CgA-Antiseren im pelvinen Segment von fünf Versuchstieren reagierten. Da der An-

teil doppelt-positiver Zellen verschwindend gering ist, lässt er sich am ehesten durch 

methodische Ungenauigkeiten erklären, zumal neuroendokrine und cholinerge Zellen 

häufig eng benachbart im Epithel situiert waren, so dass die Zellmembrangrenzen fluo-

reszenzmikroskopisch unter höchstens 100-facher Vergrößerung nicht immer zuverläs-

sig voneinander abgegrenzt werden konnten. Somit könnten anhand der fluoreszenz-

mikroskopischen Auswertung und der Wahl einer Schnittdicken von 10 Mikrometern Zel-

len fälschlicherweise als doppelt-immunreaktiv erfasst worden sein. Durch die Verwen-

dung neuroendokriner Antiseren zur Abgrenzung der bereits bekannten neuroendokri-

nen Zellen von den cholinergen wurde die Verteilung der neuroendokrinen Zellen über 

die verschiedenen urethralen Segmente orientierend miterfasst. In der Mukosa der pe-

nilen Urethra waren PGP- und CgA-positive Zellen prozentual stärker vertreten als 

ChAT-exprimierende. Cholinerge Zellen traten jedoch häufiger auf als 5-HT-speichernde 

neuroendokrine Zellen. Da PGP als panneuronaler Marker [195] in allen neuroendokri-

nen Zellen nachweisbar ist, wurden mit dem Anti-PGP-Antiserum mehr Zellen markiert 

als mit dem Anti-5-HT-Immunserum, was vereinbar ist mit der Tatsache, dass 5-HT-

speichernde Zellen lediglich einen Subtyp der neuroendokrinen Zellpopulation darstellen 
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[17, 64, 66, 84]. Die Granula des restliche Anteils PGP-positiver, 5-HT-negativer Zellen 

könnte somit eine andere Substanz enthalten und sezernieren, beispielsweise Soma-

tostatin, dessen Vorkommen in neuroendokrinen Zellen des Schafs belegt wurde [32, 

207], oder Cholezystokinin in neuroendokrinen Zellen von Pferd, Rind, Schaf und 

Schwein [206]. Im nach proximal folgenden Abschnitt, dem urethralen Divertikel, hal-

bierte sich der relative Anteil neuroendokriner Zellen, wobei die überwiegende Mehrzahl 

5-HT-immunreaktiv war. Die Beckenurethra des Männchens zeigte ungefähr gleiche 

Mengen an neuroendokrinen und cholinergen Zellen. PGP-positive, 5-HT-negative Zel-

len traten auch hier auf. Besonders stark waren Neuroendokrine im Bereich des Collicu-

lus seminalis vertreten; nahezu alle PGP- oder CgA-immunreaktiven Zellen speicherten 

5-HT. Das gehäufte Vorkommen neuroendokriner Zellen insbesondere vom 5-HT-halti-

gen Subtyp in der Region um den Colliculus seminalis ist ebenfalls aus anderen Tier-

spezies bekannt. Beim Rüden, Schaf und Meerschweinchen wurde die größte Anzahl 5-

HT-positiver Zellen im Colliculus seminalis gefunden, die Zellen besiedelten zudem auch 

die periurethralen prostatischen Gänge; in Richtung Ostium externum nahm ihre Menge 

ab [17, 66, 207]. Für das Äquivalent des Colliculus seminalis in der Ratte beschrieb 

Aumüller das Auftreten neuroendokriner Zellen in den terminalen, Urethra-nahen Stü-

cken der akzessorischen Geschlechtsdrüsen, außer dem Ductus deferens und der Am-

pulla, sowie eine steigende Anzahl dieses Zelltyps in den urethralen Abschnitten direkt 

unterhalb der Einmündungen der genannten Drüsen [6]. Die aus der Literatur vorbe-

kannten Ergebnisse zur Verteilung neuroendokriner Zellen in der Urethra deckten sich 

somit weitgehend mit den vorliegenden. Die tendenzielle Abnahme der Häufigkeit neu-

roendokriner Zellen in kranio-kaudaler Richtung in der Urethra des Männchens konnte 

auch hier nachvollzogen werden; die zahlenmäßige Dominanz neuroendokriner über 

cholinerge Zellen im penilen Abschnitt ist vor dem Hintergrund einer insgesamt niedrigen 

Zahl markierter Zellen zu sehen. Während im Colliculus seminalis von fünf männlichen 

Mäusen insgesamt 423 Zellen mit dem Anti-PGP-Antikörper markiert wurden, sank ihre 

Anzahl auf 216 in insgesamt sechs beurteilten männlichen penilen Harnröhren.  

In den 105 durchmusterten paraurethralen Drüsenausführungsgängen der penilen 

Urethra vier verschiedener Mäuse fehlten neuroendokrine Zellen. Je nach verwendetem 

Antiserum zeigten sich in pelvinen Drüsenausführungsgängen 23 (Anti-5-HT- und Anti-

eGFP-Immunseren) bis 75 % (Anti-CgA- und Anti-eGFP-Immunseren) markierte neuro-

endokrine Zellen. Eine deutliche Dominanz des 5-HT-immunreaktiven Zelltyps gegen-

über dem cholinergen fand sich in den pericolliculären Drüsenausführungsgängen der 

murinen Prostata.  
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Vergleicht man das Vorkommen neuroendokriner und cholinerger Zellen in der weibli-

chen Urethra miteinander, so fällt auf, dass neuroendokrine Zellen stärker in der proxi-

malen Hälfte des Organs und cholinerge Bürstenzellen eher in der distalen Hälfte prä-

sent waren. Diese Beobachtung stimmt nur z.T. überein mit Studien über die Verteilung 

neuroendokriner Zellen in Urethrae anderer Spezies. Der proximale Anteil der weiblichen 

menschlichen Harnröhre und der des weiblichen Meerschweinchens stellen analog zu 

den Verhältnissen bei der Maus den bevorzugten Sitz Neuroendokriner dar; dahingegen 

zeigte sich in den Urethrae von Hunden, Schweinen, Schafen, Pferden und Rindern ein 

vorwiegendes Auftreten dieses Zelltyps in distalen Organteilen [66, 206].  

Fetissof et al. beschrieben das Vorkommen endokriner, insbesondere serotonerger Zel-

len in den Ausführungsgängen kleiner und großer vestibulärer Drüsen bei der Frau [45]; 

im distalen Bereich der murinen Urethra wurden zusätzlich zu den PUDAG auch die 

Hauptausführungsgänge der Klitorisdrüsen beurteilt und die neuroendokrinen Zellen in 

diesem Bereich mit ausgezählt. Ein Drittel aller markierten neuroendokrinen Zellen bei-

der Drüsentypen war neuroendokrin, zwei Drittel waren cholinerg. 

 

4.2.3 Funktion der einzelnen und im Zellverband organisierten neuroendokrinen Zelle 

Unter funktionellen Gesichtspunkten wurde den neuroendokrinen urethralen Zellen häu-

fig Ähnlichkeit mit den enterochromaffinen Zellen des Gastrointestinaltrakts und der 

Atemwege zugesprochen [32, 56, 64, 66, 103]. Aufgrund ihres Besatzes mit Mikrovilli 

und der Ausbildung von Fortsätzen wurde die Fähigkeit, Stimuli im urethralen Lumen zu 

detektieren und mit einer basalen Sekretion gespeicherter Amine oder Peptidhormone 

zu antworten, diskutiert [38, 39, 56, 64, 66, 206]. Bereits 1951 sprach Feyrter – der Erst-

beschreiber des „Helle-Zellen-Systems“ - in diesem Zusammenhang von Chemozeption 

[46]. Als Stimuli der neuroendokrinen Zellen wurden generell chemische oder physikali-

sche Reize innerhalb des urethralen Lumens in Betracht gezogen [38, 66, 161]. In Folge 

der basolateral freigesetzten Substanzen kommuniziere die neuroendokrine Zelle mit 

benachbarten Epithel- oder neuroendokrinen Zellen im Sinne einer parakrinen Funktion, 

zumal die langen und multiplen zum reichen Netzwerk ausgebildeten Projektionen einen 

engen interzellulären Kontakt ermöglichen. Diskutiert wurden zudem die Einflussnahme 

neuroendokriner auf endokrine Signalwege über die Sekretion ihres Granulainhalts in 

Blutgefäße, sowie eine mögliche Exzitation sensorischer subepithelialer oder in-

traepithelialer Nervenfasern mit konsekutiver Auslösung lokaler Reflexe [38, 39, 84, 161, 

206, 207]. Insbesondere das freigesetzte 5-HT spielt im urogenitalen Bereich eine wich-

tige Rolle. Es bewirkt die Kontraktion glatter Muskulatur, wodurch sowohl das Sekret in 

den prostatischen exkretorischen Gängen als auch im Colliculus seminalis abgeführt und 
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das urogenitale Gefäßsystem reguliert wird [6, 17, 66, 84, 206, 207]. Aus der zusätzli-

chen Funktion des 5-HT die Sekretproduktion exokriner Drüsen zu stimulieren, erklärt 

sich die Lokalisation serotonerger neuroendokriner Zellen im Bereich des murinen Colli-

culus seminalis und der pericolliculären prostatischen Ausführungsgänge. Je nach Aus-

maß der 5-HT-Sekretion ändert sich somit die Zusammensetzung der Samenflüssigkeit 

und damit ihre Fruchtbarkeit. Aus den Ergebnissen zur Untersuchung der prozentualen 

Vorkommen neuroendokriner Zellen und Bürstenzellen geht hervor, dass die Anteile bei-

der Zelltypen in einigen Segmenten der murinen Urethra gleich groß sind. Da sich na-

hezu keine Kolokalisation zwischen neuroendokrinen und bürstenzellspezifischen Mar-

kern in einer Zelle nachweisen lässt und ein enger Kontakt beider Zellpopulationen un-

tereinander – sei es durch reich ausgebildete Zellfortsätze zum Perikaryon oder zu den 

Fortsätzen der jeweils anderen Zelle oder durch benachbarte Lage der Zellkörper - auf-

fiel, wäre eine synergistische Funktion im urethralen Zellverband denkbar. Demnach 

könnten die Bürstenzellen nach Detektion bestimmter Stimuli über ihr Mikrovillibüschel 

die neuroendokrine Zelle zur Sekretion ihrer Stoffe anregen, wodurch sowohl das Moni-

toring eines breiteren Spektrums an Stimuli als auch eine gesteigert basolaterale Frei-

setzung von Aminen, Peptidhormonen usw. im Sinne einer positiven Verstärkung statt-

finden könnte. Merigo et al., die die sog. solitären chemosensorischen Zellen (SCC) in 

den Atemwegen der Ratte beschrieben, äußerten die Vermutung, dass diese Zellen mit 

sekretorischen Zellen, z.B. Clara-Zellen oder Becherzellen, des respiratorischen 

Epithels synergistisch zusammenarbeiten könnten [125, 126]. Die Termini Bürstenzelle 

und SCC sind dabei weitgehend als Synonyme zu verstehen; sie bezeichnen beide die 

solitär im Epithel situierte mikrovillitragende Zelle, die über diejenigen, zur Verarbeitung 

gustatorischer Signale benötigten Enzymen verfügt [97]. Zudem wäre es möglich, dass 

neuroendokrine Zellen in manchen Fällen ausschließlich über Bürstenzellen Anbindung 

ans urethrale Lumen erhalten, da sie im Gegensatz zu Bürstenzellen nicht regelmäßig 

apikale Zellprojektionen aufweisen, d.h. auch vom geschlossenen Typ sein können [45, 

64, 84]. Neuroendokrine Zellen, die sich in der Lunge zu sog. Neuroepithelial bodies 

(NEB) gruppieren, reagieren auf einen Abfall des Sauerstoffpartialdrucks mit einer ge-

steigerten Freisetzung von 5-HT, vermittelt über eine Inhibition von mit einer NADPH-

Oxidase assoziierten, sauerstoffsensitiven K+-Kanälen mit konsekutiver Depolarisation, 

Ca2+-Einwärtsströmen über L-Typ-Ca2+-Kanäle und Vesikelexozytose [31, 54, 55]. An 

aus neonatalen Hamsterlungen isolierten nativen NEB konnte mittels amperometrischen 

Messungen eine signifikant erhöhte 5-HT-Sekretion nachgewiesen werden, wenn diese 

mit Kohlendioxid angereicherten und/oder sauren Lösungen ausgesetzt wurden. Die 

Kombination aus Hyperkapnie und Azidose hatte dabei einen additiven Effekt auf die 
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seziernierte Menge an 5-HT zur Folge und konnte durch zusätzliche Senkung des Sau-

erstoffpartialdrucks nochmals gesteigert werden [109]. Nach aktuellem Forschungsstand 

gelang es bisher jedoch nicht, die spezifischen Stimuli neuroendokriner Zellen in der 

Urethra zu identifizieren, so dass sich die Frage stellt, ob die apikalen mikrovillibestück-

ten oder die basolateralen Fortsätze andere als chemozeptive Funktionen erfüllen könn-

ten. Hakanson et al. entdeckten neben den formaldehyd-induziert gelb leuchtenden se-

rotonergen neuroendokrinen Zellen in der Urethra des Meerschweinchens zusätzlich 

grün fluoreszierende Zellen, die sich nach intraperitonealer Verabreichung von L-DOPA 

als Dopamin-speichernde Neuroendokrine erwiesen [64]. Die Aufnahme der Aminvor-

stufen in die Zelle könnte vornehmlich an den multiplen Fortsätzen der Zellen und ins-

besondere an den mit Mikrovillibüscheln versehenen Projektionen stattfinden, womit die-

sen statt einer chemozeptiven eher eine resorptive Funktion zukommen würde.  

 

4.3 Die cholinerge Bürstenzelle detektiert Substanzen im Lumen der Urethra über die 

kanonische gustatorische Signaltransduktionskaskade 

4.3.1 Gustducin- und PLCβ2-vermittelte Signaltransduktion 

Anhand immunhistochemischer und elektrophysiologischer Untersuchungen an murinen 

Harnröhren konnte nachgewiesen werden, dass in diesem Organ PLCβ2- sowie Gust-

ducin-exprimierende cholinerge Zellen existieren, die in Analogie zu geschmacksrezep-

tiven Zellen der Zunge eine chemosensitive Funktion ausüben. Die urethralen chemo-

sensitiven Zellen nutzen z.T. dieselben Rezeptoren, Enzyme, second messenger und 

Ionenkanäle zur Signaltransduktion wie die geschmacksrezeptiven Zellen der Ge-

schmacksknospen. Die Geschmackstransduktion von Bitterstoffen, Süßstoffen und L-

AS erfolgt in den geschmacksrezeptiven Zellen vornehmlich über die Aktivierung eines 

G-Proteins, das sich aus den Untereinheiten GαGustducin, Gβ13 oder Gβ1 und Gγ13 

oder Gγ3 zusammensetzt [90, 168]. Gα und Gβγ leiten im Folgenden zwei voneinander 

unabhängige, doch synchron ablaufende Signalwege ein [213]. Aktuellen Erkenntnissen 

zufolge spielt zur Erkennung und Signalweitergabe von bitteren, süßen und Umami-Lig-

anden hauptsächlich der IP3-vermittelte Signalweg eine Rolle. Er wird eingeleitet durch 

Gβγ, die zusammen das Enzym PLCβ2 aktivieren, welches zur Synthese von IP3 führt. 

IP3 besetzt den Rezeptor Typ 3 am ER der Zelle, das als Ca2+-Speicher gilt, wodurch 

der intrazelluläre Ca2+-Level über eine Ca2+-Ausschüttung aus dem ER ansteigt. Der 

schnelle Anstieg des intrazellulären Ca2+-Levels fungiert dabei – wahrscheinlich zusam-

men mit GPCR - als Trigger für die Öffnung von TRPM5, einem monovalenten, unspe-

zifischen Kationenkanal. Durch den Einstrom positiver Ladungsträger depolarisiert die 
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geschmacksrezeptive Zelle und setzt ihren Transmitter frei. In Abhängigkeit vom urethra-

len Segment fanden sich in der Urethra 27 (peniler Abschnitt, Abb. 3.62) bis 59% (distale 

Urethra des Weibchens, Abb. 3.63) cholinerge PLCβ2-exprimierende Zellen. Dieses Er-

gebnis deutet darauf hin, dass die urethrale chemosensitive Zelle ebenfalls dazu befä-

higt ist, bittere, süße und umami-Substanzen über den PLCβ2-vermittelten IP3-Signal-

weg zu schmecken und als Folge ihrer Depolarisation – bei der TRPM5 eine Rolle spielt 

- Acetylcholin sezerniert. Die Signaltransduktion von Bitter- und Süßstoffen sowie von L-

AS in geschmacksrezeptiven Zellen stützt sich darüber hinaus auf einen weiteren, Gus-

tducin-vermittelten Signalweg. Parallel zur Aktivierung der PLCβ2 durch Gβγ stimuliert 

Gustducin eine PDE, welche zyklische Nukleotide – cAMP oder cGMP (cyklisches Gua-

nosinmonophosphat) - abbaut. Als Folge des Abfalls zyklischer Nukleotid-Level vermutet 

man, dass cAMP- bzw. cGMP-abhängige Kanäle beeinflusst werden und ihre Leitfähig-

keit supprimiert wird [168], wodurch es zur Depolarisation und Transmitterausschüttung 

kommt. Dieser zweite, wahrscheinlich parallel ablaufende Signalweg könnte ebenfalls 

von urethralen chemosensitiven Zellen genutzt werden. Neun (pelvine Urethra, Abb. 

3.62) bis 47% (penile Urethra, Abb. 3.62) der anhand cholinerger Marker und Anti-Gus-

tducin-Antikörper identifizierten Zellen sind zugleich cholinerg und Gustducin-immunre-

aktiv, was darauf hindeutet, dass in der Urethra geschmacksrezeptive Zellen existieren, 

die Geschmacksliganden anhand einer Gustducin-vermittelten Transduktionskaskade 

detektieren und mit einer basolateralen Acetylcholinausschüttung reagieren könnten. Es 

wird vermutet, dass in den geschmacksrezeptiven Zellen der Geschmacksknospen die 

Signalwege über PLCβ2 und Gustducin synchron und voneinander unabhängig in ein 

und derselben Zelle ablaufen. Dies könnte auch für die urethrale chemosensitive Zelle 

gelten, da anhand von immunhistochemischen Doppelmarkierungen nachgewiesen 

wurde, dass eine Zelle sowohl mit Anti-PLCβ2- als auch Anti-Gustducin-Immunseren 

regierte. Clapp et al. diskutierten zudem eine mögliche Schnittstelle zwischen beiden 

dargestellten Signalwegen, die chemosensitive Zellen zu potenzierten Antworten auf 

Geschmacksliganden befähigen würde: Über den durch Gustducin eingeleiteten Abfall 

intrazellulärer zyklischer Nukleotide würde die cAMP-abhängige Phosphorylierung des 

IP3RIII am ER inhibiert werden, wodurch die PLCβ2- und IP3-vermittelte Ca2+-Ausschüt-

tung gebahnt werden könnte [26, 27]. Des Weiteren würde der Abfall des cAMP-Levels 

eine Inhibierung der cAMP-abhängigen PKA nach sich ziehen, so dass die durch Phos-

phorylierung bedingte Hemmung der PLCβ2 durch die PKA entfallen würde [108, 169]. 

Durch Versuche an Gustducin-KO-Mäusen wurde gezeigt, dass der Ausfall dieser G-

Protein-Untereinheit die Wahrnehmung von Bitterstoffen in Verhaltenstests und Nerven-

antworten nach Stimulation nicht vollständig auslöscht, was als Hinweis darauf zu werten 
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ist, dass die Geschmackstransduktion in diesem Fall über die PLCβ2-IP3-Kaskade un-

abhängig von Gustducin vonstattengeht [211]. Zudem stellt die Tatsache, dass PLCβ2-

KO-Mäuse die Fähigkeit bitter, süß und umami zu schmecken, verlieren, ein Indiz für die 

Dominanz des PLCβ2-Signalwegs dar. Dies könnte auch für die chemosensitive 

urethrale Zelle gelten, da im pelvinen urethralen Segment, im Colliculus seminalis, im 

Blasenhals beider Geschlechter und im distalen urethralen Abschnitt des Weibchens 

cholinerge Zellen prozentual öfter PLCβ2 als Gustducin exprimierten (Abb. 3.62 und 

3.63). In den genannten Organteilen scheinen andere Gα-Untereinheiten als Gustducin 

eine Rolle bei der Ausübung der Funktion dieser Zellen zu spielen. Dahingegen waren 

cholinerge Zellen der proximalen Urethra des Weibchens und im urethralen Divertikel zu 

jeweils ca. 30% PLCβ2-  bzw. Gustducin- immunreaktiv, was auf das Vorhandensein 

sowohl des PLCβ2-IP3- als auch des Gustducin-Signalwegs in einer urethralen Bürsten-

zelle hindeutet. Eine Besonderheit stellten die Verhältnisse im penilen Segment der 

männlichen Harnröhre dar: Hier exprimierten cholinerge Zellen häufiger Gustducin (Ko-

lokalisation zwischen ChATBAC-eGFP und Gustducin 47%, Abb. 3.62) als PLCβ2 (Kolo-

kalisation zwischen ChATBAC-eGFP und PLCβ2 in 27%, Abb. 3.62). Das Gα-Gustducin 

könnte in diesen cholinergen Zellen mit einer anderen Gβγ-Untereinheit gekoppelt sein, 

welche im Folgenden zur Exzitation einer alternativen Untereinheit oder Familie der PLC 

führen würde [28]. Von den geschmacksrezeptiven Zellen der Zunge ist bekannt, dass 

Geschmacksliganden an GPCR, die Taste Receptors (TasR), binden und so die intra-

zelluläre Transduktionskaskade einleiten [1, 2, 9, 73, 218]. Dabei binden natürliche und 

künstliche süße Liganden an das Rezeptorheteromer T1R2/T1R3, Bitterstoffe an T2R 

und L-AS an das Heteromer T1R1/T1R3 [1, 73, 105, 134, 135].  

Zusätzlich zur immunhistochemischen Charakterisierung der chemosensitiven Bürsten-

zelle in der Urethra wurden Experimente mittels RT-PCR durchgeführt, durch welche die 

Expression von TasR in urethralem Gewebe und speziell urethralen Bürstenzellen nach-

gewiesen werden konnte [35]. Primer gegen Tas1r1, Tas1r3, Tas2r108 und β2-Mikro-

globulin (housekeeping-gene als Positivkontrolle) erbrachten Produkte spezifischer 

Größe (Tas1r1: 192 bp, Tas1r3: 297 bp, Tas2r108: 158 bp, β-MG: 192 bp) [35, 96]. Unter 

Abwesenheit von der jeweiligen cDNA bzw. der RT wurden keine Produkte amplifiziert, 

was Verunreinigungen der Ansätze ausschließt. Mit dem Primer für Tas1r2 wurde aus 

urethralem Gewebe kein Produkt amplifiziert, somit war dieses Rezeptormonomer zur 

Detektion von süßen Geschmacksliganden in der Urethra nicht nachweisbar. Die Kom-

bination aus Tas1r1 und Tas1r3 erlaubt jedoch die Geschmackstransduktion von L-AS, 

und das Vorhandensein von Tas2r108, welcher unter anderem den Bitterstoff Denato-

nium [96] erkennt, deutet auf eine Chemozeption von Bitterstoffen in der Urethra hin. An 

die Aktivierung der Gα- und Gβγ-Untereinheiten durch die GPCR schließen sich die oben 
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beschriebenen intrazellulären Signalwege an. Eine geringe, sich unterhalb der Nach-

weisgrenze bewegende Expression von Tas1r2 kann jedoch anhand der RT-PCR nicht 

ausgeschlossen werden, zudem wurde für dieses Experiment ein Lysat aus der gesam-

ten Urethra verwendet und nur ein qualitativer Nachweis von TasR-mRNA erfolgte. Spe-

zifischere Ergebnisse mit quantitativer Aussagekraft würden die Real-Time-PCR aus iso-

lierten chemosensitiven urethralen Zellen erbringen. Ein Versuch der immunhistochemi-

schen Darstellung der Tas1r3 mittels eines polyklonalen Antikörpers aus dem Kaninchen 

misslang, da der Antikörper in der getesteten Verdünnungsreihe generell unspezifisch 

band und selbst geschmacksrezeptive Zellen der Papillae circumvallatae lediglich 

schwach markierte.   

 

4.3.2 Alternative Gα-Untereinheiten in der gustatorischen Signaltransduktionskaskade 

Cholinerge Zellen in der Urethra exprimierten Gα-Gustducin zu 0 bis 47% (Abb. 3.62 und 

3.63), woraus gefolgert werden kann, dass zusätzliche – alternative - Gα-Untereinheiten 

in die Signaltransduktion involviert sein müssen. Mittels RT-PCR konnte aus Ge-

schmacksknospen, deren geschmacksrezeptiven Zellen nur zu 20 bis 30% Gustducin-

immunreaktiv waren [77, 101], mRNA u.a. folgender Gα-Untereinheiten nachgewiesen 

werden: Transducin (beteiligt an den molekularen Prozessen des Sehvorgangs), Gα14, 

Gα15, Gαi2 und Gαs [57, 101, 124]. Transducin ist in geschmacksrezeptiven Zellen der 

Papillae circumvallatae der Ratte mittels In-situ-Hybridisierung und IHC nachweisbar 

[170]. Hoon et al. zeigten, dass Gustducin und Transducin in vitro funktionell gegenei-

nander austauschbar sind, in vivo jedoch ein Ausfall des Gustducins lediglich partiell 

durch Transducin kompensiert werden kann [67, 68, 74].  Als der Gαi-Familie zugehörige 

Gα-Untereinheiten senken Gα-Gustducin und Gα-Transducin über die Aktivierung der 

PDE die intrazelluläre Konzentration an zyklischen Nukleotiden, wodurch cAMP-gesteu-

erte Ca2+-Kanäle geöffnet werden und der Ca2+-Einstrom zur Depolarisation führt, was 

weitestgehend PLC-unabhängig verläuft [74, 94, 124, 143, 170, 194, 212]. Gα14 und 

Gα15, Mitglieder der Gαq-Familie, aktivieren dagegen die PLCβ2 über Bindung am C-

terminalen Drittel des Enzyms und werden in Geschmacksknospen der Zunge exprimiert 

[72, 100, 101, 138, 194, 197, 210, 212]. Das mittels quantitativer RT-PCR ermittelte Le-

vel an Gα14-mRNA in Geschmacksknospen der Papillae vallatae und foliatae wies ähn-

lich hohe Werte auf wie das mRNA-Level von PLCβ2, und Gα14 wird in Zellen exprimiert, 

die zusätzlich T1R2/T1R3-, PLCβ2- und TRPM5-immunreaktiv sind [197]. Ergebnisse 

der Arbeitsgruppe um Kusakabe ergaben relevante Level an Gα15-mRNA in der RT-

PCR und im Northern Blot [100]; Anschnitte der Papillae circumvallatae reagierten deut-

lich mit Anti-Gα15-Antiseren. In Zellkulturen transfizierte und konsekutiv aktive Gα15-
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Proteine erhöhten intrazelluläre IP3-Konzentrationen signifikant, was auf eine funktio-

nelle Kopplung zwischen Gα15 und einer PLC-Isoform hinweist [100, 138]. Da Gα15 

jedoch von Tizzano et al. in höherem Maße auch in nicht-geschmacksrezeptivem Ge-

webe der Maus gefunden werden konnte, rückte die Bedeutung dieser Gαq-Untereinheit 

wieder in den Hintergrund [197]. Kusakabe et al. isolierten zudem u.a. mRNA der Gα-

Untereinheit Gαi2 [101]. Gαi2 wurde auf mRNA- und Proteinlevel in Geschmacksknos-

pen nachgewiesen, wobei Gαi2-immunreaktive Zellen mit 30% einen größeren Anteil als 

Gustducin-positive mit 20% ausmachten [101]. In allen Gustducin- bzw. Gαi2- oder T2R-

exprimierenden Zellen konnte zugleich PLCβ2-mRNA nachgewiesen werden und 

PLCβ2-mRNA-enthaltende Zellen koexprimierten Gustducin zu 50%. Weil zusätzlich 

eine Subpopulation PLCβ2-exprimierender Zellen ohne T2R-mRNA existiert und keine 

Koexpression von T2R mit Gustducin gefunden wurde, schlossen Asano et al., dass in 

geschmacksrezeptiven Zellen T2R-Bitterrezeptoren primär an Gαi2 gekoppelt sein 

könnten [4, 101]. Vor dem Hintergrund der bekannten Expression von T2R durch 

urethrale chemosensitive Bürstenzellen und einem Anteil von 53-100% Gustducin-ne-

gativer Bürstenzellen in der Urethra wäre die Erforschung einer Koexpression von Gαi2 

von besonderem Interesse. In Gαi2-exprimierenden Zellen wurde mittels Southern-Blot-

Analysen zusätzlich Gustducin- und Gαs-mRNA nachgewiesen [101]. Gαs aktiviert die 

Adenylatzyklase, was über die Erhöhung intrazellulärer cAMP-Spiegel, Öffnung cAMP-

gesteuerter Kanäle, Aktivierung der PKA mit Phosphorylierung und verminderter Öff-

nungsrate von K+-Kanälen zur Depolarisation der Zelle [7, 10, 127, 135, 182, 192, 200] 

führt. Die aktivierte PKA kann in vitro speziell die PLC-Isoform β2 an der Interaktionsdo-

mäne mit Gβγ phosphorylieren, und PLCβ2 dadurch inaktivieren. Eine mittels Gαi verur-

sachte Inaktivierung der Adenylatzyklase würde gleichzeitig zu weniger aktiven PKA füh-

ren, so dass folglich PLCβ2 für Gβγ stimulierbar bleibe [108]. Vereinbar mit dieser These 

sind die Ergebnisse von elektrophysiologischen Untersuchungen zur Kinetik der Bildung 

von second messengern in den Papillae circumvallatae und foliatae der Maus, die zeig-

ten, dass durch Denatoniumstimulation ein intrazellulärer IP3-Anstieg ausgelöst wurde, 

welcher durch Blockade der PLCβ2 mit Anti-PLCβ2-Antikörpern ausfiel. In denselben 

Zellen bewirkte Denatonium einen Abfall des cAMP-Spiegels; durch Zugabe eines Anti-

Gustducin-Antikörpers änderte er sich nicht. Folglich laufen beide Signalwege zwar per 

se unabhängig voneinander ab, arbeiten aber synergistisch [213]. Der PLCβ2-Aktivie-

rung ist die Besetzung von IP3RIII-Rezeptoren an internen Ca2+-Speichern durch IP3 

nachgeschaltet [27]. Diese Rezeptoren unterliegen einer cAMP-abhängigen Regulie-

rung, d.h. dass der Ca2+-Strom durch IP3RIII-Rezeptoren durch Phosphorylierung unter-

brochen werden kann, was an pankreatischen Zellen untersucht wurde [61]. Auf diese 
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Weise könnte Gαi durch Hemmung der PKA und dadurch fehlende Phosphorylierung an 

IP3RIII die PLCβ2-IP3-vermittelte Ca2+-Erhöhung bahnen.  

 

4.3.3 Alternative PLC-Isoformen in der gustatorischen Signaltransduktionskaskade 

Weitläufig wird die Meinung geteilt, dass die Isoform β2 der PLC eine Hauptrolle in der 

Geschmackstransduktionskaskade spielt [27, 168, 169, 213, 218]; PLCβ2-KO-Mäuse 

verlieren die Fähigkeit, bitter, süß und umami zu schmecken bei erhaltener Wahrneh-

mung von salzigen und sauren Geschmacksstoffen [218]. Wurde diesen PLCβ2-KO-

Mäusen in verhaltensbiologischen Tests jedoch Wasser mit hohen (1000 mM) Konzent-

rationen an Sucrose angeboten, zogen sie das süße dem ungesüßten Wasser vor [218]. 

Die erhaltene Antwort auf hohe Konzentrationen von natürlichen Süßstoffen kann einer-

seits auf den Gαs-cAMP-Signalweg zurückgeführt werden, der in diesem Fall erst bei 

höheren Stimulanskonzentrationen eine Depolarisation der süß-perzeptiven Ge-

schmackszellen erreichte, andererseits aber die Anwesenheit anderer PLC-Isoformen 

andeuten.  

Unter den urethralen cholinergen Zellen ist ein Anteil von 27 bis 59 % PLCβ2-immunre-

aktiv (Abb. 3.62 und 3.63); in den restlichen 41 bis 73% konnte PLCβ2 mit immunhisto-

chemischen Methoden nicht nachgewiesen werden. Das Enzym PLCβ2 zeichnet sich 

dadurch aus, dass es über eine Domäne am C-terminalen Ende durch Gβγ stimulierbar 

ist [12, 28, 90, 108, 143]. Darüber hinaus gibt es weitere PLCβ-Isoformen, die auf die-

selbe Weise aktivierbar sind und als Bindeglied zwischen aktiviertem G-Protein und Er-

höhung intrazellulärer Ca2+-Konzentrationen fungieren können. Beispielsweise gelang 

aus dem Hirn der Ratte die Isolierung einer PLCβ3-Isoform, die außer im Gehirn in gro-

ßen Mengen auch in Speicheldrüsen, Leber und Lunge der Ratte vorkam [86]. Eine Sti-

mulierbarkeit der PLCβ3 durch die Gβγ-Untereinheiten des Transducins konnte von 

Carozzi et al. bewiesen werden [16]. Park et al. zeigten weiterhin, dass diese Isoform 

der PLC stärker als PLCβ2 durch Gβγ stimulierbar war, gemessen an der Zunahme des 

intrazellulären IP3-Spiegels. Eine weitere Isoform des Enzyms, PLCβ1, die ebenfalls im 

Hirn der Ratte nachweisbar war, induzierte auch mit einen IP3-Konzentrationsanstieg, 

wenngleich schwächer als PLCβ3 und PLCβ2 [143]. PLCβ1 spricht hauptsächlich auf 

Stimulation durch Gαq-Proteine an, was in geringerem Maße auch auf PLCβ3 zutrifft, 

jedoch eher nicht auf PLCβ2 [143]. Vor dem Hintergrund von 53 bis 100% Gustducin-

negativer urethraler Bürstenzellen und dem bisher fraglichen, doch denkbaren Vorkom-

men von G-Proteinen der Gαq-Familie in diesen chemosensitiven Zellen, stellen PLCβ1 
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und β3 wichtige Kandidaten für den Anteil PLCβ2-negativer Bürstenzellen dar. Die Ex-

pression beider genannter β-Isoformen könnte den Prozentsatz von 41 bis 73% PLCβ2-

negativer Zellen erklären.  

 

4.3.4 Bedeutung von TRPM5 in der gustatorischen Signaltransduktionskade 

Die vorliegenden immunhistochemischen Untersuchungen an cholinergen Zellen in der 

Urethra zeigen, dass ChATBAC-eGFP-positive Zellen zu 70 bis 100% den Ionenkanal 

TRPM5 exprimieren (Abb. 3.62 und 3.63). Aus Doppelinkubationen geht hervor, dass 

alle TRPM5-immunreaktiven Zellen zusätzlich mit Anti-PLCβ2-Immunseren reagieren. 

Der unselektive monovalente Kationenkanal TRPM5 gehört der Familie der TRP-Kanäle 

an und konnte spezifisch in geschmacksrezeptiven Zellen der Zunge nachgewiesen wer-

den, wo er als gemeinsames Glied der Geschmackstransduktionskaskaden die Süß-, 

Bitter- und Umamidetektion vermittelt [25, 27, 33, 152, 157, 218]. Zwei Studien unter-

suchten die Auswirkungen eines Knockouts dieses Ionenkanals an Mäusen. Zhang et 

al. zeigten, dass die betroffenen Tiere verhaltensbiologisch und in Messungen von Ner-

venantworten in Nervus glossopharyngeus und Chorda tympani nach Stimulation mit 

mehreren Süß-, Umami- und Bitterstoffen keine Reaktion mehr auf die getesteten Ge-

schmacksstoffe aufwiesen und folgerten, dass TRPM5 essenziell an der Detektion von 

süßen, bitteren und umami-Geschmacksliganden beteiligt ist [218]. Damak et al. hinge-

gen, die TRPM5-KO-Mäuse ähnlichen Tests unterzogen, fanden heraus, dass die jewei-

ligen Reaktionen der Tiere auf Geschmacksstoffe zwar im Vergleich zu Wildtypen be-

einträchtigt waren, jedoch nicht gänzlich fehlten [33]. Als Ursache dieser differierenden 

Ergebnisse beider Arbeitsgruppen wurden die unterschiedlichen Methoden des TRPM5-

Genknockouts diskutiert, insofern als dass Damak et al. nicht die Erzeugung eines kom-

plett inaktiven TRPM5 gelungen sein könnte. Nichtsdestotrotz weisen beide Studien auf 

die exklusive Rolle des TRPM5 in der Geschmackstransduktionskaskade hin. Kaske et 

al. und Krasteva et al., denen der Nachweis von TRPM5 in Bürstenzellen der Trachea, 

Nase, Bronchien, Vomeronasalorgan und Gastrointestinaltrakt gelang, sprachen diesen 

Zellen eine Bedeutung in der Chemozeption der Peripherie zu [88, 95]. Die cholinerge 

urethrale TRPM5-exprimierende Zelle erweitert somit die Liste potenziell chemosensitiv-

aktiver Zellen im Urogenitaltrakt. Diese These wird zudem gestützt durch die Tatsache, 

dass alle TRPM5-positiven Zellen in immunhistochemischen Doppelmarkierungen zu-

sätzlich PLCβ2 exprimierten, folglich über alle in den IP3-Signalweg eingebundenen 

Komponenten zur Geschmackstransduktion von bitter, süß und umami verfügen. Eine 

Koexpression von PLCβ2 und TRPM5 ist auch aus den Papillae circumvallatae und fo-

liatae und aus chemosensitiven Zellen der unteren Atemwege bekannt [33, 152, 196]. In 
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Analogie zu den Ergebnissen aus der Urethra war TRPM5 in Zellen der Atemwege nicht 

mit CgA und PGP kolokalisiert; TRPM5-exprimierende Zellen zeigten Bürstenzellmerk-

male, da sie zugleich Villin- und CK18-immunreaktiv waren [88]. Dasselbe könnte auch 

für urethrale chemosensitive Zellen gelten, da in der Doppelinkubation alle PLCβ2-posi-

tiven Zellen auch TRPM5-positiv waren sowie alle PLCβ2-immunreaktiven Zellen auch 

Villin-immunreaktiv. Um die Ergebnisse aus der Urethra zu komplettieren und mit denen 

aus Geschmacksknospen vergleichen zu können, stünde jedoch noch der Nachweis von 

Gβ3γ13 und IP3RIII, die in geschmacksrezeptiven Zellen mit PLCβ2 und TRPM5 koex-

primiert werden, mittels RT-PCR und IHC aus [27, 128, 152]. Damak et al. postulierten 

aufgrund ihrer Ergebnisse, dass es TRPM5-abhängige und –unabhängige Signalkaska-

den in der Zunge geben könnte, weil TRPM5-KO-Mäuse nur eine beeinträchtigte, aber 

nicht ausgefallene Bitter-, Süß- und Umamigeschmacksdetektion hatten [33]. Hinweise 

darauf finden sich auch in der Urethra, weil bis zu 30% der cholinergen Zellen im Colli-

culus seminalis-Bereich nicht TRPM5 exprimieren, dabei alle TRPM5-immunreaktiven 

Zellen auch PLCβ2-immunreaktiv waren, aber PLCβ2-positive Zellen existieren, die 

nicht TRPM5-positiv sind. Fraglich bleibt, ob andere Vertreter der TRPM- oder TRPC-

Subfamilien in urethralen Zellen an der Chemosensitivität beteiligt sind, v.a. vor dem 

Hintergrund, dass TRP-Untereinheiten sich in anderen Geweben zu Heteromeren zu-

sammenlagern [25, 83]. In Geschmacksknospen wurde jedenfalls mittels RT-PCR die 

Expression von TRPM1 und M2 sowie TRPC1-6 nicht nachgewiesen [152].  

 

4.4 Mechanismen der Signalübermittlung aktivierter urethraler chemosensitiver Bürsten-

zellen  

4.4.1 Erregung peptiderger CGRP/PGP-positiver und PGP-positiver Nervenfasern und 

die Wirkung des CGRP im Harntrakt 

Die urethrale Mukosa männlicher und weiblicher Mäuse war reich an intraepithelialen 

PGP-immunreaktiven Nervenfasern. Die Nervenfasern verliefen innerhalb des Epithels 

sowohl parallel zur Basalmembran als auch senkrecht zur Oberfläche der Schleimhaut 

ansteigend. Subpopulationen PGP-immunreaktiver Nervenfasern zeichneten sich durch 

zusätzliche Immunreaktivität mit Anti-CGRP-Immunseren aus. Subepithelial und inner-

halb von Muskelbündeln begleiteten die Nervenfasern in der Regel Gefäße; viele der die 

Gefäße umgebenden Nervenfasern waren cholinerg. Das Vorkommen zahlreicher 

epithelialer, subepithelialer und perivaskulärer Nervenfasern im Urogenitaltrakt ist aus 

der Literatur bekannt: In den Urethrae von Ratten, Meerschweinchens, Schweinen und 
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Hunden wurden neben PGP-, ChAT- und CGRP-positiven Nervenfasern auch adr-

energe, NO-Synthase-positive und weitere peptiderge (VIP, NPY, SP) Nervenfasern 

nachgewiesen [3, 60, 85, 119, 153, 160, 183]. In diesen Studien wurde hauptsächlich 

von der perivaskulären und Muskelbündel-assoziierten Lokalisation dieser Nervenfasern 

gesprochen; Persson et al., die CGRP- und PGP-immunreaktive Nervenfasern im unte-

ren Urogenitaltrakt von Schweinen untersuchten, betonten, dass ausschließlich PGP-

positive Nervenfasern die Basalmembran durchbrechen würden, um einen verzweigten 

intraepithelialen Verlauf zu nehmen [153]. Dies steht im Gegensatz zu den vorliegenden 

Ergebnissen an der Maus, wo PGP- und/oder CGRP-immunreaktive Nervenfasern re-

gelmäßig innerhalb der Mukosa beobachtet wurden. Die reiche Innervation der urethra-

len Mukosa ähnelt demnach eher den Verhältnissen in den Atemwegen. McDonald et 

al. berichteten von einer dichten nervalen Versorgung insbesondere der trachealen 

Epithelbasis und bezifferten sie mit 7,9 „Nervenprofilen pro 1000 µm²“, übertroffen nur 

durch die größere Anzahl an Nerven periarteriolär mit 15 „Nervenprofilen pro 1000 µm²“ 

[123]. Das den Papillae circumvallatae angrenzenden Zungenepithel ist ebenfalls von 

zahlreichen peptidergen (CGRP- oder SP-enthaltenden oder ausschließlich CGRP- oder 

SP-enthaltenden) Nervenfasern durchsetzt [47]. Auf urethralen Anschnitten bot sich häu-

fig das Bild einer engen Nachbarschaft zwischen cholinergen Bürstenzellen und in-

traepithelialen Nervenfasern. Dabei verlief die Nervenfaser nahe an der cholinergen 

Zelle oder umwand sie korbartig. An Tracheen konnte der vermutlich enge Kontakt zwi-

schen cholinergen Bürstenzellen und peptidergen, CGRP-positiven sowie weiteren 

CGRP-negativen, PGP-positiven intraepithelialen Nervenfasern genauer ermittelt wer-

den: In Whole-Mount-Präparaten, die mit Anti-PGP-, Anti-eGFP- und Anti-CGRP-Im-

munseren inkubiert wurden, zeigten sich in der konfokalen Auswertung in ca. 6% Kon-

takte zwischen CGRP-immunreaktiven Nervenfasern und Bürstenzellen sowie in ca. 

22% Kontakte zwischen CGRP-negativen PGP-positiven Nervenfasern und Villin-im-

munreaktiven Zellen [95]. Weiterhin gelang an transgenen Mäusen, die eGFP unter Kon-

trolle des Protomors des nAChR-Clusters α3β4α5 exprimierten, der Nachweis, dass eine 

Subpopulation dieser CGRP-positiven, sensorisch vagalen Nervenfasern nikotinische 

Rezeptoren aufwies, welche durch Stimulation mit Nikotin eine zytosolische Ca2+-Kon-

zentrationserhöhung vermittelten [95]. Während die Perikarya sensorischer Neurone der 

Trachea der Ratte ihren Sitz im Ganglion jugulare und rostralen Bereich des Ganglion 

nodosum haben [95, 123], nehmen urethrale peptiderge Nervenfasern ihren Ursprung in 

den Spinalganglien der Rückenmarkssegmente L6 bis S1, was mittels retrogradem Tra-

cing mit True Blue und IHC mit Anti-CGRP-Antiseren an Urethrae von Ratte und Meer-

schweinchen nachgewiesen werden konnte [183]. Bei diesen peptidergen Nervenfasern 
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handelte es sich um CGRP-exprimierende Fasern, die eine Capsaicinsensibilität aufwie-

sen, da durch intraperitoneale Gabe von Capsaicin an wenige Tage alte Ratten sowohl 

die immunhistochemisch ermittelte Anzahl CGRP-immunreaktiver Nervenfasern gemin-

dert als auch die absolute Menge an extrahierbarer CGRP-Gewebskonzentration redu-

ziert wurde. Die Ergebnisse einer Capsaicinsensibilität CGRP-immunreaktiver Nerven-

fasern weisen zusammen mit denen der retrograden Labelings auf die sensorische 

Funktion dieser Nervenfasern hin. Als potenzielle Stimuli der CGRP-Freisetzung aus 

capsaicinsensititven Nervenfasern der isolierten Trachea der Ratte erwiesen sich Niko-

tin, Acetylcholin und der nAChR-Agonist Cytisin. Mit steigenden Dosen dieser Transmit-

ter erhöhte sich die mittels Radioimmunoassay gemessene CGRP-Ausschüttung [87]. 

Im Einklang damit reduzierte sich die CGRP-Ausschüttung aus isolierten Tracheen 

durch die Zugabe der Acetylcholin-Rezeptorantagonisten Hexamethonium (Antagonist 

am nAChR) und Atropin (Antagonist am muskarinischen Rezeptor) um 85 bzw. nahezu 

100% [87]. Zusammenfassend resultiert daraus, dass cholinerge chemosensitive Zellen 

über die Ausschüttung von Acetylcholin CGRP-positive sensorische, nikotinische Re-

zeptoren exprimierende Nervenfasern erregen und somit eine CGRP-Ausschüttung in-

duzieren könnten. Dass dies nicht nur für cholinerge Bürstenzellen in der trachealen Mu-

kosa gilt, sondern auch für cholinerge urethrale Bürstenzellen postuliert werden kann, 

zeigen Whole-Mount-Untersuchungen an Tieren, die eGFP unter der Kontrolle des Pro-

motors des o.g. nAChR-Clusters α3β4α5 exprimieren und deren Urethrae mit Anti-Villin-

Antiseren inkubiert wurden: Auch in der urethralen Mukosa existieren Villin-immunreak-

tive Bürstenzellen, die von nAChRα3-exprimierenden, sensorischen Nervenfasern kon-

taktiert werden [35].  

Das in der Urethra freigesetzte CGRP erfüllt mehrere Funktionen. Intraarteriell zugeführ-

tes CGRP führte zu einem Abfall des maximalen Drucks in Urethrae von Ratten, in vivo 

gemessen über einen intraurethralen Katheter. Daraus und aus der Tatsache, dass der 

kompetitive Acetylcholinrezeptor-Antagonist Pancuronium den CGRP-vermittelten 

Druckabfall nicht verändert, folgerten die Autoren, dass das CGRP hauptsächlich eine 

relaxierende Wirkung auf die glatte Muskulatur der Harnröhre ausübe [160]. Auf den 

relaxierenden Effekt des Neuropeptids wiesen auch Studien von Maggi in vivo und vitro 

hin [119]. Interessante Ergebnisse ergab die Administration von Papaverin allein und 

von Papaverin und CGRP zusammen. Während Papaverin, ein cAMP-PDE-Hemmer, 

den intraurethralen Druck erwartungsgemäß senkte, da es über einen Anstieg des cAMP 

die glatte Muskulatur relaxierte, führte die intraarterielle Verabreichung von CGRP nach 

Papaveringabe zu einem wesentlich geringeren Druckabfall als durch CGRP alleine 

[160], was zunächst verwundert, wie für CGRP ebenfalls eine Wirkung über Erhöhung 

intrazellulärer cAMP-Spiegel angenommen wird, aber über Desensibilisierung der 
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CGRP-Rezeptors durch Papaverin erklärt werden könnte [40]. Bereits im femtomolaren 

Bereich hat das Neuropeptid CGRP eine starke vasodilatatorische Wirkung. In Kanin-

chenhaut injiziertes CGRP erhöhte dabei den lokalen Blutfluss in ähnlich potenter Weise 

wie Prostaglandin (Prostaglandin 2) und bewirkte bei menschlichen Probanden eine aus-

geprägte lokale Hautrötung, die bis zu 12 Stunden anhielt. Dabei scheint die vasodilata-

torische Wirkung des CGRP sich vor allem an Arteriolen abzuspielen [14]. Vor dem Hin-

tergrund der bereits beschriebenen und in dieser Studie bestätigten reichen Innervation 

urethraler Gefäße ist in der Urethra nach Stimulation CGRP-exprimierender perivasku-

lärer Nervenfasern eine Vasodilatation mit konsekutiver Hyperämie des gesamten Or-

gans oder von Teilbereichen denkbar, was v.a. im Entzündungsfall zum Antransport von 

Entzündungszellen und proinflammatorischen Substanzen wichtig wäre. Tatsächlich 

wurde in Tracheen von Ratten gezeigt, dass es im Rahmen der neurogenen Entzün-

dung, an deren Auslösung zum größten Teil sensorische peptiderge Nervenfasern be-

teiligt sind, zu erhöhter Gefäßpermeabiliät mit Plasmaextravasation durch Bildung von 

Endothellücken in Venolen und Leukozyten-, Thrombozyten-, sowie Erythrozytenadhä-

sion kommt [122, 123].  

 

4.4.2 Funktionelle Kopplung mit neuroendokrinen Zellen in Analogie zu Typ-II- und -III-

Zellen in der Geschmacksknospe 

Wie bereits beschrieben, waren in konfokal betrachteten Whole-Mount-Präparaten der 

Trachea Kontakte zwischen cholinergen Bürstenzellen bzw. neuroendokrinen Zellen und 

Nervenfasern nur zu einem geringen Prozentsatz sichtbar [95]; obwohl die vorliegenden 

immunhistochemischen Untersuchungen urethraler Querschnitte mit Anti-PGP-Antikör-

pern eine äußert reiche Innervation der urethralen Mukosa zeigten, konnten in vielen 

Fällen keine räumliche Annäherung zwischen der cholinergen Bürstenzelle und einer 

Nervenfaser nachvollzogen werden. Es stellt sich somit die Frage, auf welche Weise die 

als chemosensitiv charakterisierte cholinerge Bürstenzelle ihre Aktivierung übermitteln 

soll, wenn sie über keinen direkten Nervenfaserkontakt verfügt. Cholinerge Bürstenzel-

len könnten Nachbarzellen mit Nervenfaseranschluss als Signalübermittler nutzen. Das 

durch die chemosensitive Zelle ausgeschüttete Acetylcholin würde demnach benach-

barte Epithelzellen mit Acetylcholinrezeptoren erregen und zur Transmitterausschüttung 

bewegen, wodurch wiederrum nah gelegene Nervenfasern erregt werden würden. Ein 

solches Konzept wird für Rezeptorzellen (Typ II) und präsynaptische Zellen (Typ III) der 

Papillae circumvallatae und foliatae postuliert: Rezeptorzellen zeichnen sich dadurch 

aus, dass sie über alle zur Geschmackstransduktion benötigten Proteine - T1R3, T2R, 

Gustducin, PLCβ2, IP3RIII, TRPM5 - verfügen, jedoch keine synaptischen Kontakte mit 
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gustatorischen Nerven ausbilden. Die diesen Zellen fehlenden Bausteine, z.B. SNAP25 

(SNARE-Protein, assoziiert mit konventionellen Synapsen), α1C (ein spannungsabhän-

giger Ca2+-Kanal, der essenziell für die Transmitterexozytose ist) oder NCAM (Oberflä-

chenglykoprotein zur Vesikeladhäsion), sind jedoch in den präsynaptischen Zellen der 

Geschmacksknospen nachweisbar [26, 36]. Ewald et al. wiesen eine Verbindung beider 

Zelltypen über Synapsen nach, indem sie über jeweils eine Mikroelektrode in Rezeptor-

zellen und präsynaptische Zellen mit paralleler Potenzialaufzeichnung ein postsynapti-

sches Potenzial in präsynaptischen Zellen maßen, das mit 100 ms Latenz nach Stimu-

lation der Rezeptorzelle auftrat. Ewald et al. machten zusätzlich die Beobachtung einer 

„bidirektionalen synaptischen Transmission“ zwischen den genannten Zelltypen, weil die 

wiederholte Stimulation der präsynaptischen Zellen Einfluss auf Rezeptorzellen nahm: 

Es kam zur Membranhyperpolarisation und –resistenzerhöhung sowie zu größeren sti-

mulusassoziierten Antwortamplituden, was die Autoren als „modulatorischen Effekt“ der 

präsynaptischen auf Rezeptorzellen bezeichneten [43]. Aktuell geht man bezüglich der 

Transduktionsmechanismen in Geschmacksknospen der Zunge von folgendem Modell 

aus: Die „eigentlichen“ geschmacksrezeptiven Zellen schütten nach stattgehabter Erre-

gung durch einen bitteren, süßen oder umami Geschmacksstoff und Transduktion über 

GPCR, G-Proteine, PLCβ2, IP3RIII und TRPM5, den Transmitter Adenosintriphosphat 

(ATP) aus [48, 76, 166]. ATP wird dabei nicht mittels Vesikelexozytose im klassischen 

Sinn freigesetzt, sondern über Pannexin-Kanäle (Px1), Connexin-Hemikanäle (Cx 30, 

43) oder CALHM1-Kanäle (calcium homeostasis modulator 1) [76, 166, 193]. In der 

Folge erregt ATP Purinozeptoren des Typs P2X2/P2X3 auf sensorischen, die Ge-

schmacksknospen umgebenden und penetrierenden Nervenfasern [13, 21, 41, 48, 104]. 

Peptidhormone könnten dabei die Wirkung des ATP auf seinen Rezeptor modulieren, da 

beispielsweise ein Subtyp süß schmeckender Geschmackszellen der Maus nach Stimu-

lation mit natürlichen sowie künstlichen Süßstoffen GLP-1 (glucagon-like peptide 1) aus-

schüttet. Über den GLP-1-Rezeptor stimuliert GLP-1 eine Untergruppe an Nervenfasern 

der Chorda tympani, welche zugleich durch süße Geschmacksliganden erregbar ist 

[188]. Über Synapsen oder auf parakrinem Wege ist auch eine Erregung präsynaptischer 

Zellen über ATP möglich, welche wiederum 5-HT als Transmitter ausschütten [43, 76, 

78, 91, 92]. Diese 5-HT-Ausschüttung erfolgt ausschließlich durch präsynaptische Zellen 

innerhalb der Knospe und ließ sich durch Inkubation präsynaptischer Zellen mit Puri-

nozeptorantagonisten, ATPasen, Px1-Blocker und Verschluss der Hemikanäle durch Zy-

tosolansäuerung komplett und reversibel inhibieren [76]. Dies und die Tatsache, dass 5-

HT dieselben von Ewald et al. beschriebenen modulatorischen Effekte auf Rezeptorzel-

len hat, wie eine wiederholte Stimulation der präsynaptischen Zellen, deutet auf eine 
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funktionelle Kopplung beider Zelltypen hin; Ewald et al. postulierten sogar einen positi-

ven Feedbackmechanismus zwischen präsynaptischen und Rezeptorzellen, der über 

bidirektionale Synapsen ablaufen soll. Dem mittels IHC in Knospen von Mäusen, Ratten, 

Kaninchen und Amphibien nachgewiesenem 5-HT wird demnach v.a. eine neuromodu-

latorische Wirkung auf die Exzitabilität der eigentlich geschmacksrezeptiven Zellen zu-

geschrieben [43, 78, 92]. Ein möglicher Wirkmechanismus wäre die Blockade von Na+-

Strömen durch 5-HT in Zellen mit 5-HT-Rezeptoren, welche nach Kaya et al. im Sinne 

einer lateralen Inhibition die Transduktion einer gegensätzlichen Geschmacksmodalität 

blockiert und somit das Output der geschmacksrezeptiven Zelle optimiert. Unterstützt 

wird diese These u.a. dadurch, dass es Kaya et al. mittels Doppelinkubationen mit Anti-

5-HT-Antikörpern und Anti-5-HT1A-Rezeptor-Antikörpern gelang nachzuweisen, dass 5-

HT und sein Rezeptor 1A nicht in derselben Geschmackszelle vorkommen [91]. Vor die-

sem Hintergrund ist denkbar, dass in der Urethra die Signaltransduktion von der chemo-

sensitiven Zelle auf sensorische Nervenfasern auch über neuroendokrine Zellen vermit-

telt werden könnte, v.a. da häufig enge räumliche Beziehungen zwischen den beiden 

Zelltypen gesehen wurden. Auch eine entgegengesetzte Signalweitergabe – von der 

neuroendokrinen zur chemosensitiven Zelle - kann nicht ausgeschlossen werden. Dar-

über hinaus können Acetylcholin und 5-HT neben ihrer Funktion als Transmitter zur Ner-

venfasererregung auch parakrine Funktion wahrnehmen. 5-HT moduliert beispielsweise 

entzündliche Entwicklungen in der Peripherie [217]. In den Atemwegen ist Acetylcholin 

an pro- sowie antiinflammatorischen Prozessen beteiligt, steigert die Sekretausschüt-

tung aus Drüsen und moduliert den Tonus glatter Muskulatur [98, 158].  

 

4.5 Funktionen der cholinergen chemosensitiven Bürstenzelle im Urogenitaltrakt 

Anhand der vorliegenden Arbeit und weiterführenden Versuchen durch Deckmann et al. 

konnte eine urethrale Epithelzelle charakterisiert werden, die über Mikrovilli Kontakt mit 

dem Organlumen aufnehmen kann und über ihre Ausstattung mit GPCR der Familie T2R 

und T1R (T1R1, T1R3) darin befindliche Bitterstoffe und AS detektieren kann. Die er-

folgte Bindung eines Liganden an seinen Rezeptor transduziert die Zelle über aus ge-

schmacksrezeptiven Zellen der Zunge bekannte Signalkaskade - Gustducin, PLCβ2 und 

TRPM5. Die Verwendung ChATBAC-eGFP-positiver Mäuse für immunhistochemische 

Untersuchungen zeigte, dass jeweils Untergruppen Gustducin-, PLCβ2- und TRPM5-

immunreaktiver chemosensitiver Zellen ChAT koexprimierten. Acetylcholin dient einer 

Subpopulation urethraler Epithelzellen somit potenziell als Transmitter zur Erregung cho-

linozeptiver Nervenfasern [35]. Im Folgenden soll diskutiert werden, in welcher Situation 
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die Fähigkeit des „Schmeckens“ in der Urethra sinnvoll ist bzw. welche systemischen 

und lokalen Funktionen die cholinergen chemosensitiven Zellen wahrnehmen können.  

 

4.5.1 Systemische Wächterfunktion: Detektion schädigender Mikroorganismen im 

urethralen Lumen und potentielle Einleitung des urethrovesikalen Reflexes als Schutz-

mechanismus gegen die bakterielle Besiedlung des Harntrakts 

Harnwegsinfekte zählen zu den häufigsten bakteriellen Entzündungskrankheiten des 

Menschen. Auslöser sind u.a. uropathogene E. coli, Enterokokken oder Pseudomona-

den [176, 204]. Während der Besiedlung des Harntrakts setzen Bakterien bestimmte 

Stoffe sog. acetylierte Homoserinlactone – AHL - frei, die ihnen eine Kommunikation 

untereinander ermöglichen. Dies wird als „Quorum-sensing“ bezeichnet und bewirkt, 

dass in Bakterien die Transkription bestimmter Gene in Abhängigkeit der Populations-

dichte gesteuert wird [34, 102, 147, 149, 181]. Quorum sensing spielt z.B. eine Rolle für 

die Virulenz eines Bakterienstamms [191] und die Differenzierung bzw. Reifung des 

durch Bakterien produzierten Biofilms [34]. Biofilme AHL-defizienter Bakterienstämme 

erreichten nur 20% der Dicke von Wildtypbiofilmen und zeigten eine gestörte bakterielle 

Wachstumsorganisation innerhalb des Films. Dicke sowie Mikroarchitektur konnten 

durch Zugabe des fehlenden AHLs zum Mutantenstamm wieder normalisiert werden 

[34]. Im Harntrakt wirkt sich die Verfügbarkeit von Stickstoff und Eisen limitierend auf das 

Bakterienwachstum aus; dem begegnen die Mikroorganismen, indem sie z.B. Gene zur 

Eisenaufnahme und Eisenassimilation während der Urogenitaltraktbesiedlung hochre-

gulieren [5, 178]. Zusätzlich verfügen einige Bakterienstämme über Toxine wie das α-

Hämolysin, mit deren Hilfe eine Proteolyse der Wirtszelle möglich ist [37, 204]. Als Re-

sultat der bakteriellen Kolonisation fallen AHL sowie AS an.  

Dass AHL als Stimulus auf chemosensitive Zellen wirken, zeigten Tizzano et al. an Gus-

tducin- und TRPM5-positiven nasalen Zellen der Maus [198]. Dabei reagierten diese 

Zellen sowohl auf Zugabe von Denatonium als auch AHL mit intrazellulären, PLCβ2-

vermittelten Ca2+-Erhöhungen. Die Stimulation menschlicher sinusoidaler Zellen in Kul-

tur mit Phenylthiocarbamid (PTC), einem Bitterstoff, und AHL führte ebenfalls zu einer 

Ca2+-Mobilisierung und war abhängig von einem GPCR der Familie der Bitterstoffrezep-

toren, T2R38: Zellen von Patienten mit homozygot intaktem T2R38 wiesen stärkere 

Ca2+-Antworten auf AHL-Stimulation auf als Zellen von Patienten mit T2R38-Mutation, 

so dass Lee et al. folgerten, dass speziell der Rezeptor T2R38 für die Detektion von 

durch gramnegative Bakterien sezernierten AHL essenziell sei [102]. Urethrale chemo-

sensitive Zellen exprimieren T2R; ob sie auch den Subtyp T2R38 exprimieren, wurde 

bisher noch nicht untersucht. Die Detektion von AHL muss in der Urethra jedoch nicht 
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zwingend durch denselben Subtyp vermittelt werden, der in den oberen Atemwegen in-

volviert zu sein scheint. Werden chemosensitive Zellen der Nase durch AHL erregt, 

kommt es über eine trigeminale Reflexantwort zu einer Verlangsamung der Atemfre-

quenz der Maus [198], was als Schutzmechanismus vor weiterer Bakterieninokulation 

über die Atemluft verstanden wird. Zu den Abwehrmechanismen der Urethra zählt neben 

der Organlänge per se und variierender Urinosmolarität und Urinelektrolytzusammen-

setzung v.a. der Miktionsreflex [176], der zur Elimination urogenitaler Mikroorganismen 

über den Harn beiträgt. Für eine effiziente Blasenentleerung ohne Verbleib eines Rest-

harnvolumens ist ein koordiniertes Zusammenspiel zwischen Blase und Urethra vonnö-

ten. In der Literatur werden zwei an der Miktion beteiligte Reflexe beschrieben. Initiiert 

wird die Miktion über den sensorischen Input von Dehnungsrezeptoren in der Blasen-

wand; ein sog. urethrovesikaler Reflex ist für die Fortsetzung des Harnflusses bis zur 

vollständigen Blasenentleerung verantwortlich [173]. Bestimmte dehnungs- und fluss-

sensitive Rezeptoren in der urethralen Wand werden dabei durch den fließenden Harn 

stimuliert und erregen im Nervus pudendus verlaufende afferente Nervenfasern. Im Rü-

ckenmark (beim Menschen auf Höhe von S2 bis S4) wird das Signal auf autonome Ef-

ferenzen umgeschaltet, die die Harnblase über die Nervi pelvici erreichen und zu höhe-

ren Kontraktionsamplituden und längerer Kontraktionsdauer des Musculus detrusor vesi-

cae führen sowie das Aktivitätsmuster des äußeren urethralen Sphinkter beeinflussen, 

um eine effektive Blasenentleerung zu ermöglichen. Die Bedeutung des sensorischen 

urethralen Inputs für die Detrusorfunktion wird deutlich, wenn der Nervus pudendus uni- 

oder bilateral durchtrennt wird oder die urethralen dehnungs- und flowregistrierenden 

Rezeptoren über eine topische Anästhetikainstillation ruhiggestellt werden: Die Kontrak-

tionsamplituden und –dauer des Detrusors nehmen ab bzw. werden kürzer, das Kon-

traktionsareal nimmt ab, der äußere urethrale Sphinkter verfällt in eine tonische Aktivität 

und es stellt sich eine Dyssynergie zwischen Blase und Sphinkter ein [63, 121, 150, 151, 

165, 173, 174, 177]. Der urethrovesikale Reflex impliziert somit, dass die Reizung sen-

sorischer Nervenfasern in der Urethra Auswirkungen auf die Detrusoraktivität hat und 

die Miktion auslösen kann. D.h., dass auch die Erregung sensorischer urethraler Ner-

venfasern durch Acetylcholin aus den chemosensitiven Bürstenzellen, die Bitterstoffe 

und/oder AS im urethralen Lumen detektiert haben, eine Miktion provozieren kann. Die 

vorliegenden histologischen Untersuchungen initiierten zystometrische Versuche an 

Ratten, die tatsächlich zeigten, dass die Denatoniuminstillation über einen Katheter in 

die Urethra die Detrusoraktivität erhöhte [35]. Den cholinergen chemosensitiven urethra-

len Bürstenzellen kommt somit wahrscheinlich eine Funktion in der Einleitung von 

Schutzmechanismen gegen bakterielle Besiedlung des Harntrakts zu. Um diese Auf-

gabe auszuführen, sind murine chemosensitive Bürstenzellen an strategisch wichtigen 
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Stellen innerhalb der Urethra positioniert. Pro Anschnitt von Harnröhren weiblicher Tiere 

fanden sich die meisten cholinergen Zellen in der distalen Hälfte des Organs, der poten-

ziellen Eintrittspforte von Bakterien in den Harntrakt. Da die Urethra von Weibchen bzw. 

Frauen generell kürzer ist als die von männlichen Tieren bzw. Männern, ist eine zeitlich 

sowie räumlich frühe Detektion – also schon im distalen urethralen Abschnitt - besonders 

wichtig, um einer Zystitis oder generalisierten urogenitalen Entzündung entgegen zu wir-

ken. Die Urethra des Männchens ist aufgrund ihrer doppelten Funktion als harnableiten-

des und Fortpflanzungsorgan Einmündungsort zahlreicher akzessorischer Drüsen. Die 

starke Präsenz chemosensitiver Zellen an Mündungsstellen von Drüsen in die Urethra, 

wie im Colliculus seminalis und im Bereich des Divertikels, wo bulbourethrale Drüsen ihr 

Sekret drainieren, könnte dem Monitoring bakterieller Bestandteile dienen, die sich von 

der Urethra in die akzessorischen Drüsen oder umgekehrt ausbreiten, um die Unver-

sehrtheit der Geschlechtsdrüsen und damit die Fortpflanzungsfähigkeit zu gewährleis-

ten. Chemosensitive Bürstenzellen saßen zudem häufig im urethralen Divertikel; es ist 

als Organaussackung dem distalen urethralen Ende angeschlossen. Viele Monitorzellen 

an dieser Lokalisation könnten einer reservoirartigen Ansammlung an Bakterien und Bio-

filmbildung an dieser sackartigen Struktur entgegenwirken und zu einer räumlich gese-

hen früheren Detektion einer Bakterienkolonisation beitragen. Die Lokalisation chemo-

sensitiver Bürstenzellen in Ausführungsgängen paraurethraler und akzessorischer Drü-

sen könnte Anhalt für eine mögliche parakrine Funktionsweise dieser Zellen bieten, denn 

die Ausführungsgänge und Azini paraurethraler Drüsen von Ratten und Mäusen zeigten 

ein reiches Vorkommen an IgA-synthetisierenden Plasmazellen [145, 146]. Dem sekre-

torischen IgA kommt im Rahmen von Harnwegsinfekten Bedeutung zu. Es wird konsti-

tutiv in den Urin sezerniert und ist im Falle einer apparenten Harnwegsentzündung mit 

Bakteriurie signifikant höher konzentriert [51]. An Zellkulturen konnte gezeigt werden, 

dass sIgA in steigenden Konzentrationen die Adhäsion von E. coli an Epithelzellen ef-

fektiv inhibierte und somit einen wichtigen Mechanismus im Rahmen der angeborenen 

Immunabwehr darstellte [187]. Da in den PUDAG der Maus ebenfalls chemosensitive 

Zellen mit zur Urethra analogen enzymatischen Ausstattung zur Detektion bakterieller 

Bestandteile gefunden werden konnten, ist eine synergistische Wirkung zwischen 

chemosensitiven Bürstenzellen und IgA-Plasmazellen enthaltenden Drüsen denkbar, in-

sofern als dass das von erregten cholinergen Zellen im Gangepithel ausgeschüttete Ace-

tylcholin eine parakrinen Effekt auf benachbarte Epithelien mit konsekutiver Induktion 

der IgA-Freisetzung haben könnte. Im Bereich der PUDAG sezerniertes Acetylcholin 

könnte zudem die Drüsenkörper zur Mukussekretion anregen, was der Drainage bakte-
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rienenthaltenden Sekrets dienen würde. In den Atemwegen ist die gesteigerte Mukus-

produktion als eine von vielen Antworten auf sezerniertes Acetylcholin bereits bekannt 

[98, 99]. 

 

4.5.2 Lokale Abwehrmechanismen und Ausblick auf die Interaktion mit dem Immunsys-

tem am Beispiel der gastrointestinalen chemosensitiven Bürstenzelle 

Chemosensitive Bürstenzellen könnten ihre Reaktion auf bakterielle Bestandteile über 

die Initiation eines Miktionsreflexes vermitteln. Sie würden daher präventiv auf eine Ko-

lonisation des Urogenitaltrakts mit Mikroorganismen wirken. Ebenfalls präventiv wirksam 

sind sog. antimikrobielle Peptide, die durch zahlreiche Epithelien sowohl konstitutiv als 

auch nach Bakterienadhäsion vermehrt ausgeschüttet werden [15, 22, 216]. Zu den an-

timikrobiellen Peptiden zählen beispielsweise Cathelicidin und β-Defensin. Cathelicidin 

wurde in Homogenaten humanen Gewebes aus dem Nierenbecken und der Nierenrinde 

nachgewiesen und wird im Modell der aszendierenden Pyelonephritis mit uropathoge-

nen E. coli infizierter Mäuse bereits nach fünf Minuten exzessiv freigesetzt. Cathelicidin 

zerstört die Bakterienzellmembran und beugt der bakteriellen Adhäsion an die Epithel-

wand vor [15, 22, 216]. Über die Zerstörung bakterieller Zellwände entfalten auch die 

Defensine ihre Wirkung. Humanes β-Defensin-1 als Vertreter dieser antimikrobiellen 

Peptide ist besonders stark im Urogenitaltrakt vertreten, wo es mittels Northern Blot, In-

situ-Hybridisierung und IHC in Rinde und Mark der Nieren detektiert wurde; es hat eine 

starke antimikrobielle Wirksamkeit gegen E. coli und S. aureus [132, 205]. Da durch die 

Sekretion antimikrobieller Peptide durch Epithelzellen und Auslösung eines Miktionsre-

flexes durch chemosensitive Zellen dasselbe Ziel, nämlich die rasche und präventive 

Bakterienelimination, verfolgt wird, wäre ein Zusammenspiel zwischen beiden Abwehr-

mechanismen möglich. Dabei könnte sowohl die Bürstenzelle als Epithelzelle nach Bak-

terienkontakt antimikrobielle Proteine in das urethrale Lumen sezernieren als auch über 

Acetylcholin parakrin auf Epithelzellen in ihrer Nachbarschaft einwirken, woraus eine ge-

steigerte Peptidfreisetzung resultieren könnte. Da chemosensitive Bürstenzellen oft über 

lange, sich horizontal innerhalb der Mukosa erstreckende Nervenfasern verfügen, würde 

eine Acetylcholinfreisetzung über ein größeres Areal erfolgen mit konsekutiv größeren 

Mengen an Defensin- oder Cathelicidinsekretion durch Epithelzellen. Eine derartige In-

teraktion zwischen Epithelzellen und chemosensitiven Bürstenzellen wurde durch Deck-

mann et al. nachgewiesen, da gezeigt werden konnte, dass es stimulusinduziert zu ei-

nem Ca2+-Konzentrationsanstieg in ChATBAC-eGFP-positiven Zellen und benachbarten 

Zellen kam; Isolierte man jedoch Zellverbände von cholinergen Zellen oder fügte den 
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muskarinischen Acetylcholinrezeptor-Antagonist Atropin und nikotinischen Acetylcholi-

nezeptor-Antagonist Mecamylamin hinzu, blieb der stimulusinduzierte Anstieg der intra-

zellulären Ca2+-Konzentration in nicht-cholinergen Zellen aus [35].  Es bleibt jedoch spe-

kulativ, ob Acetylcholin die Freisetzung von antimikrobiellen Peptiden hervorrufen kann, 

wenngleich in der Literatur darauf hingewiesen wird, dass theoretisch alle Epithelien, die 

in Kontakt mit Bakterien geraten können, antimikrobielle Peptide produzieren und sezer-

nieren können [216], wurde bisher nicht beschrieben, dass speziell urethrale Epithelzel-

len sich dieses Abwehrmechanismus bedienen, weil bisher nur die oberen Harnwege 

auf ihren Gehalt an antimikrobiellen Peptiden hin untersucht wurden [132, 205, 216]. 

Nichtsdestotrotz gilt die Urethra als immunkompetentes Organ und stellt mit ihrer 

Schleimhaut eine immunologische Barriere dar, weil sich in PUD IgA-Plasmazellen, in 

Lamina propria und Epithel Makrophagen, CD4- und CD8-positive T-Lymphozyten und 

dendritische Zellen nachweisen lassen, die zusammen eine Immunantwort initiieren kön-

nen [159]. Zudem siedelten sich immunkompetente Leukozyten in der urethralen Mu-

kosa an, nachdem Mäuse durch intraperitoneale Gabe von Ovalbumin immunisiert und 

das Antigen Ovalbumin in das duodenale und urethrale Lumen injiziert worden waren 

[80]. In der Gesamtheit verfügt die Urethra somit über die zellulären Komponenten eine 

Immunantwort zu initiieren. Unterstützend würden sich dabei die CGRP-vermittelte Va-

sodilatation mit konsekutiver Durchblutungssteigerung und die chemotaktische Wirkung 

von Cathelicidin und Defensinen auf Monozyten, Gewebsmakrophagen und dendritische 

Zellen auswirken [216]. Interessanterweise weisen neueste Erkenntnisse, die an Äqui-

valenten der urethralen Bürstenzelle im Darm gewonnen wurden, auf eine enge Verzah-

nung mit dem Immunsystem und eine Schlüsselfunktion der Bürstenzelle in der Induktion 

der Typ-2-Immunantwort zur parasitären Abwehr hin. Hauptquelle des Zytokins IL25, 

das nach Kontakt der intestinalen Mukosa mit Helminthen oder Protozoen sezerniert 

wird, sind die chemosensitven Bürstenzellen im Darmtrakt, welche in dieser Lokalisation 

als „tuft cells“ – frei übersetzt „Büschelzellen“ - bezeichnet werden [58, 75]. IL25 stimu-

liert angeborene lymphoide Zellen (ILCs) der Lamina propria [130]. Bei diesen ILCs han-

delt es sich um morphologisch T- und B-Lymphozyten ähnelnden Zellen, die je nach 

ausgeschüttetem Zytokinmuster in drei Gruppen eingeteilt werden können. ILCs der 

Gruppe 2 (ILC2) bilden durch ihre Freisetzung von Typ-2-Zytokinen einen Baustein im 

Abwehrmechanismus gegen Helminthen, da sie stimuliert durch u.a. IL25, IL13 und IL5 

sezernieren [53]. Diese Zytokine induzieren in der Folge adaptive Umbauprozesse in-

nerhalb der intestinalen Mukosa wie eine Hyperplasie der muzinproduzierenden Becher-

zellen und Ausbreitung sowie Einwanderung eosinophiler Granulozyten, welche in der 

Ausscheidung des Parasiten münden [58, 75, 129, 130, 131]. Über bislang unbekannte, 

eventuell den Notch-Signalweg betrefende Mechanismen, fördert IL13 an Stammzellen 
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intestinaler Epithelzellen im Kryptengrund deren Differenzierung zu Becher- sowie Bü-

schelzellen, was in einer Hyperplasie auch der chemosensitiven Zellen resultiert, ent-

sprechend eines positiven Feedbackmechanismus zwischen ILC2 und Büschelzelle im 

Falle einer parasitären Infektion [129]. Ihre Schlüsselfunktion in der Induktion einer Typ-

2-Immunantwort wird anhand von Beobachtungen an KO-Mäusen deutlich: Mäuse, die 

aufgrund einer Mutation des Pou2f3-Transkriptionsfaktors (kodierend für das Protein 

Skn-1a, das für die Expression des TRPM5 essentiell ist [120]) keine Büschelzellen ex-

primierten, weisen lediglich eine fokale, moderate Becherzellhyperplasie auf und waren 

im Vergleich zum Wildtyp noch 29 Tage später infiziert, hinweisend auf eine kompromit-

tierte Typ-2-Immunantwort [58]. Dass das Erschmecken des Parasiten dabei den ersten 

Schritt darstellt, zeigte sich an TRPM5-defizienten Mäusen, die 36 Tage nach Infektion 

eine signifikant höhere Erregerlast aufwiesen als Wildtypen [75]. Bisher ist unbekannt, 

ob es in der Urethra eine ähnliche Interaktion zwischen chemosensitiver Bürstenzelle 

und dem Immunsystem gibt, sowie ob die urethrale Bürstenzelle durch im Rahmen einer 

parasitären Besiedlung anfallende Stoffe überhaupt erregt wird. Angesichts von 143 Mio. 

Neuinfektionen mit Trichomonaden sind urethrale parasitäre Infektionen keine Selten-

heit. Dass die chemosensitive Bürstenzelle eine Rolle bei der parasitären Abwehr spielt, 

indem sie Schutzreflexe einleitet und/oder chemotaktisch eosinophile Granulozyten re-

krutiert, wäre zumindest denkbar und sinnvoll. 

 

4.6 Mögliche Funktionen der non-cholinergen urethralen Bürstenzelle 

4.6.1 Mechanozeption 

Aus den Ergebnissen der immunhistochemischen Untersuchungen dieser Arbeit an der 

Urethra der Maus mit Antikörpern gegen Komponenten der Geschmackstransduktions-

kaskade und den Bürstenzell-Strukturmarker Villin folgt, dass die cholinerge chemosen-

sitive Bürstenzelle eine Untergruppe urethraler Epithelzellen darstellt. Zusätzlich existie-

ren Zellpopulationen, die sich durch Villin-Positivität alleine, Villin-, ChAT-, TRPM5-, +/-

PLCβ2-Immunreaktivität oder Villin-, ChAT-, TRPM5-, PLCβ2-, +/-Gustducin-Immunre-

aktivität auszeichnen (Abb. 5.1). Daneben findet sich die neuroendokrine urethrale 

Epithelzelle. Villin-immunreaktive Zellen werden in allen Abschnitten der Urethra von 

Männchen und Weibchen beobachtet (Abb. 3.62 und 3.63). Die Mehrheit dieser Zellen 

exprimierte ChAT nicht. V.a. in der proximalen Urethra des Weibchens, der penilen und 

pelvinen Urethra, dem Colliculus seminalis und dem Blasenhals überwiegt der Anteil 

Villin-positiver non-cholinerger Zellen besonders stark mit 70 bis 93% (Abb. 3.62). Luci-
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ano und Reale, die die Bürstenzelle der murinen Gallenblase untersuchtet, räumten die-

sen Zellen eine Funktion als Mechanosensoren ein, da die lateral ausgebildeten Villi 

Ähnlichkeit mit „zytoplasmatischen spines“ von Merkelzellen oder „axonalen spines“ von 

Pacini-Körperchen aufwiesen und ihre Präsenz v.a. im Druckkräften ausgesetzten Gal-

lenblasenhals mit der Wahrnehmung mechanozeptiver Aufgaben kongruiert [115, 116]. 

Vor dem Hintergrund ihrer Expression Villin-immunreaktiver „Fühler“ [114], könnte die-

sen Zellen eine Funktion in der Transduktion mechanischer Stimuli entlang der Urethra 

zukommen. Der urethrovesikale Reflex fußt auf der Stimulation urethraler Afferenzen, 

die in der Folge zu Detrusorkontraktionen führen [63, 165, 173, 174, 177]. Es bedarf 

daher mechanosensitiver Strukturen in der urethralen Mukosa, deren Stimulation eine 

Erregung urethraler afferenter Nervenfasern bewirkt. Bei der Katze registrierte Todd 

rasch-adaptierende Entladungen pudendaler Afferenzen, wenn die Urethra mit Flüssig-

keit gefüllt wurde und wenn diese Flüssigkeit wieder ausgeleitet wurde [199]. Zusätzlich 

löste ein Durchfluss der Urethra mit Flüssigkeit andauernde Entladungen der sensori-

schen Afferenzen aus, wobei die Entladungsfrequenz abhängig von der Flussrate stieg. 

Todd leitete daraus die Existenz flowsensibler Rezeptoren in der Urethra ab und postu-

lierte ihre Bedeutung für die Auslösung des urethrovesikalen Reflexes [199]. Andere Stu-

dien bestätigten die Ausbildung von flowsensiblen Rezeptoren mit rascher sowie auch 

langsamer Adaptation [177]. Todd beobachtete zudem im Bereich der prostatischen 

Urethra und Einmündung bulbourethraler Drüsen „lamellierte Endkörperchen“ von 30 µm 

Durchmesser und 250 µm Länge, die er mit vibrationssensitiven Pacini-Körperchen ver-

glich. Deren Vorkommen brachte er mit der Prädisposition zu Turbulenzen an den ge-

nannten Stellen der Urethra in Verbindung. In der Urethra der Maus wurden keine den 

Pacini-Körperchen ähnelnden Strukturen unter Zuhilfenahme immunhistochemischer 

Methoden und Analysen mit dem Fluoreszenzmikroskop beobachtet. Weil aber Villin-

immunreaktive, ChAT-negative Zellen v.a. im Bereich des Colliculus seminalis und der 

penilen Urethra – Stellen, an denen zahlreiche Drüsenausführungsgänge in die Harn-

röhre einmünden und Flussturbulenzen erwartet werden - sowie in Blasenhals und Be-

ckenurethra und proximaler weiblicher Urethra auftraten, könnten sie potenzielle Mecha-

nosensoren darstellen. Diese Hypothese wird durch Beobachtungen von Gustafson et 

al. gestützt, die Blasenkontraktionen bei Rückenmarksverletzten durch Stimulation der 

prostatischen Urethra auslösten und postulierten, dass insbesondere den proximalen 

Abschnitten der Harnröhre eine Bedeutung in der Auslösung des urethrovesikalen Re-

flexes zukomme [63].  
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4.6.2 PH-sensing 

Besiedeln Bakterien im Rahmen von Harnwegsinfekten die Urethra, kommt es während 

des entzündlichen Geschehens im Gewebe zu azidotischen Verhältnissen, d.h. sinken-

dem pH. Protonen gelten generell als Stimulus einer Untergruppe an geschmacksrezep-

tiven Zellen, die nach dem Eintritt von Protonen durch ihre apikale oder basolaterale 

Membran die Geschmacksmodalität sauer transduzieren. Die Mechanismen bzw. zellu-

lären Kanäle, die einen Eintritt von Protonen vermitteln, sind bisher nicht gänzlich auf-

geklärt, vermutet wird u.a. die Beteiligung von amiloridsensitiven, epithelialen Natrium-

kanälen sog. ENaC, und einem der ENaC/DEG-Familie zugehörendem Heteromer 

ASIC2a/2b (acid-sensing ion-channels) [59, 107, 203]. Als Auslöser der Transduktion 

mit resultierender Erregung gustatorischer Nervenfasern gilt dabei die durch Protonen 

hervorgerufene Azidifizierung intra- sowie extrazellulärer Kompartimente, die nur in einer 

Untergruppe geschmacksrezeptiver Zellen, den sauer schmeckenden, einen Ca2+-An-

stieg durch Depolarisation und Öffnung spannungsabhängiger Ca2+-Kanäle führt [164]. 

Eine Beteiligung dieser Kanäle bei der Wahrnehmung azidotischer Zustände in der 

Urethra bleibt spekulativ, zumal da nicht in allen Knospen die durch saure Stoffe vermit-

telten Ionenströme über die Zellmembran amiloridsensibel zu sein scheinen [59, 203]. 

Ein weiterer potenzieller Kandidat zur Geschmackstransduktion von sauren Stimuli 

wurde in Ratten sowie Mäusen und zudem in allen Geschmacksknospen dieser Nage-

tiere nachgewiesen: PKD2L1 (polycystic kidney disease 2-like 1) – ein Vertreter der 

PKD-Familie (polycystic-kidney-disease), deren Mutation die polyzystische Nierener-

krankung hervorruft, einer Subfamilie der TRP-Ionenkanäle [76, 82, 83, 111]. PKD2L1 

stellt dabei einen nonselektiven Kationenkanal mit Permeabilität für Natrium und Ca2+ 

dar und bildet Heteromere mit PKD1L3 (polycystic kidney disease 1-like 3), das vermut-

lich modulierend auf PKD2L1 einwirkt [62, 82, 111, 215]. In einer Untergruppe von ge-

schmacksrezeptiven Zellen werden PKD1L3 und PKD2L1 transkribiert und koexprimiert, 

was In-situ-Hybridisierungen veranschaulichten. Innerhalb der Zelle banden Anti-

PKD2L1-Antikörper am apikalen – dem Geschmacksporus zugewandten - Pol, was die 

These der rezeptiven Funktion dieser Proteine unterstützt [76, 82, 111]. Ihre Rolle bei 

der Detektion saurer Stimuli kristallisierte sich an PKD2L1-gendefizienten Mäusen her-

aus: In der Chorda tympani dieser Tiere lösten saure Stoffe, wie Zitronensäure oder 

Chlorwasserstoff keine neuronalen Antworten mehr aus [76], vereinbar mit dem Verlust 

der Fähigkeit sauer zu schmecken. Das PKD-Heteromer scheint dabei in der ge-

schmacksrezeptiven Zelle unter sehr azidotischen Bedingungen (pH unter 3) eine „Off-

Antwort“ zu generieren, indem es erst durch die Dissoziation der sauren Substanz vom 
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Rezeptor zu einer Ca2+-Mobilisierung mit intrazellulärem Ca2+- Anstieg kommt. Bemer-

kenswert ist, dass eine leichte pH-Änderung von pH 2,7 auf pH 2,5 in vitro eine Rezep-

toraktivierung auslöste. Die Autoren folgerten, dass in vivo die Verdünnung bzw. Lösung 

der sauren Substanz im Speichel die nötige pH-Wert-Änderung zur Generation einer Off-

Antwort herbeiführen könnte [81]. Huang et al. entdeckten darüber hinaus, dass PKD1L3 

und PKD2L1 über ihre geschmackstransduktive Funktion dem pH-Monitoring von Kör-

perflüssigkeiten dienen, woraus sich eine Bedeutung ihrer Expression in der Urethra ab-

leitet [76]. Huang et al. gelang der Nachweis, dass PKD2L1 von Neuronen im Bereich 

des Zentralkanals und IV. Ventrikels exprimiert wird, wo es an der Überwachung des 

Liquors beteiligt ist, da PKD2L1-positive Neurone sensitiv auf Abweichungen des pH-

Werts vom physiologischen Normwert mit Erhöhung der Aktionspotenzialfrequenzen 

antworteten. Da im Rahmen von azidotischen Zuständen, hervorgerufen durch Entzün-

dungen, der pH von Gewebe sowie Urin ebenfalls von seiner Norm abweicht, wäre die 

Expression von PKDs durch urethrale Epithelzellen sinnvoll, v.a. vor dem Hintergrund 

einer möglichen synergistischen Wirkung mit chemosensitiven cholinergen Zellen, die 

auch eine Monitorfunktion ausüben. In diesem Kontext könnte eine Untergruppe der al-

lein Villin-positiven Epithelzellen, der ChAT-positiven Villin-negativen Epithelzellen, der 

cholinergen Zellen ohne PLCβ2-Expression oder der ChAT-positiven TRPM5-negativen 

Zellen über Rezeptoren zur Registrierung von Protonen bzw. pH-Wert-Abweichungen 

verfügen. Bekräftigt würde diese Vermutung durch die Tatsache, dass PKD-positive ge-

schmacksrezeptive Zellen nicht T1R3, Gustducin, TRPM5 oder IP3RIII koexprimierten 

[76, 82, 111], was heißt, dass unterschiedliche Zellgruppen in der Zunge für die Ge-

schmacksfähigkeit von sauer bzw. süß, bitter und umami verantwortlich sind. Die Frage, 

ob sich diese Beobachtung auch auf die Urethra ausweiten lässt und tatsächlich Rezep-

toren zum Sauerschmecken in diesem Organ ausgebildet sind, bleibt aktuell noch unbe-

antwortet. Neueste Forschungsergebnisse relativieren jedoch die strikte Trennung in 

sauer und nicht-sauer schmeckende Geschmackszellen. Ye et al. wiesen an PKD2L1-

exprimierenden Geschmackszellen der Maus nach, dass die intrazelluläre Ansäuerung 

mittels Essigsäure und Propionsäure in diesen Zellen die Generation von Aktionspoten-

tialen auslöste, und dass dies über die Inhibition des K+-Kanals KIR 2.1 (inward rectifier) 

vermittelt wurde, der über K+-Einwärtsgleichrichterströme an der Aufrechterhaltung des 

Ruhepotentials beteiligt ist. Interessanterweise war KIR 2.1 nicht nur auch in TRPM5-

exprimierenden Geschmackszellen nachweisbar, sondern in diesen bitter, süß und um-

ami schmeckenden Zellen auch durch eine intrazelluläre Ansäuerung inhibierbar. Stimu-

lierte man PKD2L1- und TRPM5-exprimierende Zellen mit identisch konzentrierten Säu-

ren, wurde nur in PKD2L1-exprimiernden ein Aktionspotential ausgelöst; blockierte man 

jedoch einen gewissen Prozentsatz der K+-Kanäle von TRPM5-exprimierenden Zellen 
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durch eine Bariumvorbehandlung, reagierten sie wie sauer schmeckende Geschmacks-

zellen. Der Unterschied bei TRPM5-exprimierenden Zellen liegt dabei in der größeren 

Menge an KIR 2.1 passierenden K+-Ionen, was zur Folge hat, dass die weniger sensibel 

auf intrazelluläre Ansäuerung reagierenden TRPM5-exprimierenden Zellen im Vergleich 

zu PKD2L1-exprimierenden einer 4,5-fach stärkeren Ansäuerung des Zytosols bedürfen, 

um den Schwellenwert zur Auslösung eines Aktionspotentials zu erreichen [214]. Diese 

Ergebnisse erbringen wichtige Ansatzpunkte für das Konzept der „polymodalen Chemo-

sensation“ (s.u.) TRPM5-exprimierender urethraler Bürstenzellen. Des Weiteren existie-

ren u.a. in murinen Osteoblasten, Osteozyten und Chondrozyten GPCR, die beim Anfall 

von Protonen mit konsekutiver pH-Änderung mit einer Produktion von IP3 reagieren: 

OGR1 (ovarian cancer GPCR1) und GPR4 [118]. Da die Formation von IP3 die Aktivie-

rung der PLC voraussetzt, ergibt sich die Frage, ob eine Untergruppe unter den urethra-

len PLCβ2-positiven ChAT-negativen Zellen – in Doppelinkubationsversuchen waren 

alle PLCβ2-immunreaktiven Zellen auch Villin-immunreaktiv - oder den Villin-positiven 

ChAT-negativen Zellen einen dieser Rezeptoren exprimieren könnte.  

 

4.6.3 Thermosensation 

Zahlreiche Studien über die Mechanismen der Geschmackstransduktion in geschmacks-

rezeptiven Zellen der Zunge belegen, dass die Geschmacksqualitäten bitter, süß und 

umami distinkte Zellpopulationen stimulieren, da die benötigten GPCR T1R1, T1R2 und 

T2R nicht zusammen in einer Zelle vorkommen. Die Wahrnehmung dieser unterschied-

lichen Modalitäten erfährt somit in der Peripherie schon eine topische Trennung. Jüngste 

Ergebnisse über die cholinerge chemosensitive Bürstenzelle in der Urethra zeigen je-

doch, dass diese eine Funktion als „polymodaler Chemosensor“ wahrnimmt, da die iso-

lierte cholinerge Bürstenzelle sowohl auf die Zugabe von Denatonium als auch von Glu-

tamat mit intrazellulärer Ca2+-Erhöhung reagiert [35]. Auf diese Weise würde die 

urethrale Zelle von Bitterstoffen (AHL) und AS aus der Proteolyse von Wirtszellen stimu-

liert, die während der bakteriellen Kolonisation des Harntrakts zugleich anfallen. Zur De-

tektion von bitteren Stimuli und Stimuli, die die Geschmackswahrnehmung umami aus-

lösen, wird TRPM5 benötigt. Aktuellen Untersuchungen zufolge stimulieren bitter und 

umami in der Urethra die Freisetzung von Acetylcholin aus den chemosensitiven Bürs-

tenzellen. Die Mehrheit cholinerger Bürstenzellen koexprimiert TRPM5; dennoch exis-

tieren z.B. in der penilen Urethra und dem Colliculus seminalis TRPM5-positive non-

cholinerge Zellen (Abb. 3.62). Diese Zellen könnten auch in die Geschmackstransduk-

tion eingebunden sein und dafür einen anderen Transmitter zur Erregung von Nervenfa-
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sern freisetzen, sie könnten die polymodalen Chemosensoren jedoch auch zu einer wei-

teren Wahrnehmung befähigen: der Thermosensation. Die Stimulation muriner Zungen 

mit Süßstoffen steigender Temperatur von 15 bis 35°C rief eine temperaturabhängige 

Verstärkung der Antworten in der Chorda tympani um das Drei- bis Zehnfache hervor 

[189], zurückführbar auf TRPM5-vermittelt größere einwärtsgerichtete Ströme in die ge-

schmacksrezeptive Zelle bei Temperaturerhöhung. Talavera et al. charakterisierten den 

Ionenkanal TRPM5 folglich als einen temperatursensiblen, durch Wärme aktivierbaren 

Kanal und diskutierten, dass Wärme eine TRPM5-exprimierende Zelle unabhängig von 

der Anwesenheit eines Geschmacksstoffes stimulieren könnte. Cruz et al. bekräftigten 

diese Hypothese durch Versuche an menschlichen Zungen, indem sie unterschiedliche 

Zungenareale erwärmten bzw. abkühlten und die von den Probanden angegebenen Sin-

neseindrücke erfassten [30]. Cruz et al. fanden heraus, dass eine Temperaturänderung 

an sich tatsächlich Geschmacksempfindungen auslösen kann, da sie Erwärmung vorde-

rer Zungenareale bei Probanden den Geschmack süß und die Abkühlung dieses Areals 

die Geschmacksempfindungen sauer sowie salzig hervorriefen. Vor diesem Hintergrund 

wäre die zusätzliche Erfassung schädigender thermaler Einflüsse durch die polymodalen 

urethralen Epithelzellen denkbar. Unter der Annahme, dass Acetylcholin den chemosen-

sitiven urethralen Zellen als Transmitter dient, wurde eine mögliche Rolle cholinerger 

Zellen ohne Villin-, TRPM5- oder PLCβ2-Koexpression bei der Detektion von Protonen 

oder pH-Wert-Abweichungen diskutiert. Weiterhin könnte die Existenz non-cholinerger 

Villin-, TRPM5-, PLCβ2- und Gustducin-immunreaktiver Zellen in der Urethra auf eine 

Geschmackstransduktion ohne Beteiligung von Acetylcholin hindeuten. Diese Zellen 

könnten ATP als Transmitter zur Erregung purinerger Nervenfasern freisetzen und somit 

den Rezeptorzellen in Geschmacksknospen ähneln, welche als Resultat der Anwesen-

heit von Geschmacksstoffen ATP sezernieren, um benachbarte purinerge Nerven oder 

präsynaptische Zellen zu stimulieren.  

 

 

5. SCHLUSSFOLGERUNGEN 

Die vorliegende Arbeit beschreibt als erste das Vorkommen der cholinergen chemosen-

sitiven Bürstenzelle in der urethralen Mukosa sowie im Epithel der PUDAG und akzesso-

rischer Geschlechtsdrüsen. Wie die bereits bekannten Äquivalente in der Trachea, Tuba 

auditiva, Nase, Gallenwegen und Dünndarm ist auch die urethrale cholinerge Bürsten-

zelle zumeist flaschen-, keulen- oder mandelförmig und trägt ein apikales Mikrovillibü-



97 
 

schel [49, 95, 96, 106, 113, 117, 163, 185]. Zusätzlich ermöglicht die fehlende Expres-

sion von PGP, 5-HT und CgA und somit abwesenden neuroendokrinen Merkmalen eine 

klare Abgrenzung von der urethralen neuroendokrinen Zelle. Eine Subpopulation der 

urethralen cholingeren chemosensitiven Bürstenzelle exprimierte mit PLCβ2, Gustducin 

sowie TRPM5 Komponenten der gustatorischen Signaltransduktionskaskade, die in Ge-

schmackszellen der Zunge die Transduktion der Geschmacksmodalitäten süß, bitter und 

umami vermitteln (Abb. 5.1) [25, 33, 124, 152, 157, 169, 211, 213, 218]. Über die Fähig-

keit, Bestandteile des urethralen Lumens zu erschmecken, könnte der chemosensitiven 

cholinergen Bürstenzelle eine Monitorfunktion zukommen, da Bitterstoffe und AS bei-

spielsweise im Rahmen einer bakteriellen Besiedlung des Harntrakts anfallen. Die 

Chemozeption schädigender Bestandteile von Mikroorganismen würde über die Aktivie-

rung der kanonischen Bitter- und Umami-Signaltransduktionskaskade zur Freisetzung 

von Acetylcholin und Erregung cholinozeptiver Nervenfasern führen, was die Auslösung 

des Miktionsreflexes zur Ausschwemmung potentieller Krankheitserreger bewirken 

könnte. Um die zugedachte Wächterfunktions zu optimieren, sind cholinerge Bürstenzel-

len an strategisch günstigen Stellen innerhalb des Harntrakts, z.B. der distalen Hälfte 

der Urethra beim Weibchen und dem Colliculus seminalis sowie Divertikel als Mün-

dungsstellen zahlreicher Drüsen in die männliche Urethra, positioniert. Darüber hinaus 

waren Subpopulationen cholinerger Bürstenzellen nachweisbar, die Gustducin, PLCβ2 

und TRPM5 nicht exprimierten (Abb. 3.62 und 3.63). In diesen Zellen könnte die Chemo-

sensorik über alternative G-Proteinuntereinheiten und/oder Ionenkanäle ablaufen. In 

Frage kommen hierfür beispielsweise die in Geschmackszellen der Zunge exprimierten 

Gα-Untereinheiten Transducin, Gα14, Gα15, Gαs und Gαi2, die im Gehirn von Ratten 

nachweisbaren PLC-Isoformen β3 und β1 sowie andere Vertreter der TRPM- oder 

TRPC-Subfamilien [25, 72, 83, 86, 100, 101, 124, 138, 143, 194, 197, 210]. Gustducin, 

PLCβ2 und TRPM5 werden in geschmacksrezeptiven Zellen der Zunge, die die Ge-

schmacksmodalität sauer transduzieren, nicht exprimiert, so dass cholinergen Bürsten-

zellen in der Urethra, in denen die Komponenten der kanonischen Signaltransduktion 

ebenfalls nicht nachweisbar sind, möglicherweise eine ähnliche Funktion bei der Detek-

tion azidotischer Stimuli, z.B. im Rahmen eines entzündlichen Geschehens zukommt 

[76, 82, 111]. Eine weitere Subpopulation urethraler Bürstenzellen ist nicht cholinerg. 

Non-cholinerge Bürstenzellen könnten ebenfalls chemosensitiv sein und zur Ge-

schmackstransduktion statt Acetylcholin einen anderen Transmitter freisetzen, beispiels-

weise ATP wie geschmacksrezeptive Zellen der Zunge [48, 166]. Allerdings könnten 

diese Zellen auch eine Rolle bei der Mechanozeption spielen, indem sie z.B. als flow-

sensible Rezeptoren an der Auslösung des urethrovesikalen Reflexes beteiligt sein 

könnten, wofür ihre Lokalisation im Colliculus seminalis, penilen urethralen Segments 
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beim Männchen, proximaler Urethra beim Weibchen sowie im Blasenhals beider Ge-

schlechter spräche, da es sich jeweils um Abschnitte mit turbulenterem Urinfluss inner-

halb der Urethra handelt [177, 199]. Unter den non-cholinergen urethralen Bürstenzellen 

existiert zudem eine – wenn auch prozentual kleine - Subpopulation TRPM5-positiver 

Zellen, die die polymodale Chemozeption in der Urethra möglicherweise um die Ther-

mosensorik ergänzen könnten, vermittelt durch den temperatursensitiven, durch Wärme 

aktivierbaren TRPM5-Ionenkanal zur potenziellen Detektion schädigender thermaler 

Einflüsse auf die Mukosa [30, 189]. Neben der ihr zugedachten systemischen Funktion 

bei der Auslösung des Miktionsreflexes zur Ausschwemmung von Mikroorganismen 

könnte die Sekretion von Acetylcholin auf parakrinem Wege ergänzend lokale zelluläre 

Schutzmechanismen, wie die Ausschüttung antimikrobieller Peptide aus benachbarten 

Epithelzellen, fördern [15, 22, 132, 205, 216]. Vor dem Hintergrund, dass chemosensitive 

Bürstenzellen im Dünndarm über eine Zytokinfreisetzung mit lymphoiden Zellen intera-

gieren und somit zur Elimination von Helminthen aus dem Gastrointestinaltrakt beitra-

gen, stellt sich schließlich die Frage, ob und wie weit die chemosensitive urethrale Bürs-

tenzelle bei der Wahrnehmung bakterieller Bestandteile im Lumen mit dem Immunsys-

tem verknüpft sein könnte [58, 75, 129]. 
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6. ZUSAMMENFASSUNG 

Chemosensitive Bürstenzellen detektieren als Wächter der oberen Atemwege freige-

setzte Bestandteile eingedrungener Mikroorganismen über Geschmacksrezeptoren, 

Gustducin, PLCβ2 und TRPM5 - Komponenten der kanonischen Signaltransduktions-

kaskade -, die in geschmacksrezeptiven Zellen der Zunge die Transduktion der Ge-

schmacksmodalitäten bitter und umami vermitteln. Die chemosensitive Bürstenzelle der 

oberen Atemwege ist cholinerg und setzt bei Stimulation Acetylcholin frei, was bei Mäu-

sen über die Erregung cholinozeptiver vagaler Afferenzen zur Reduktion der Atemfre-

quenz führt. Da auch die Urethra eine potenzielle Eintrittspforte für Mikroorganismen 

darstellt, wurde das Vorkommen dieser Zelle in der Urethra antizipiert und in der vorlie-

genden Arbeit an transgenen Mäusen, die eGFP unter Kontrolle der Promotorsequenz 

der ChAT exprimieren, mittels einfacher indirekter und Doppelimmunfluoreszenz unter-

sucht. Solitäre cholinerge Zellen sind in der murinen Urethra und PUDAG beider Ge-

schlechter sowie im Gangepithel akzessorischer Geschlechtsdrüsen beim Männchen 

nachweisbar. Sie exprimieren den Bürstenzellmarker Villin und sind nicht immunreaktiv 

mit PGP-, CgA- und 5-HT-Antiseren, wodurch sie von den bereits bekannten urethralen 

neuroendokrinen Zellen abgrenzbar sind. Doppelmarkierungen mit Anti-eGFP- und Anti-

Gustducin, Anti-PLCβ2- bzw. Anti-TRPM5-Antiseren zeigen, dass bis zu 47% der Zellen 

cholinerg und Gustducin-positiv, 27-59% cholinerg und PLCβ2-positiv und 70-100% cho-

linerg und TRPM5-positiv sind. Aus diesem Immunprofil lässt sich die Existenz mehrerer 

Subpopulationen der urethralen Bürstenzelle ableiten. Eine weitere Subpopulation der 

Villin-positiven Zellen ist zudem nicht cholinerg. Diese neu entdeckten Zellen könnten 

eine Funktion bei der Detektion von Bestandteilen in die Urethra eindringender Mikroor-

ganismen wahrnehmen und über die Freisetzung von Acetylcholin den Miktionsreflex zur 

Ausschwemmung potenzieller Krankheitserreger auslösen. Parallel zum Äquivalent in 

den oberen Atemwegen würde dieser urethralen chemosensitiven Bürstenzelle eine Mo-

nitorfunktion im Harntrakt zukommen. Fortführende Arbeiten bekräftigen diese Hypo-

these, da sie zeigen konnten, dass urethrale Bürstenzellen auf mRNA- und Proteinlevel 

die Geschmacksrezeptoren Tas1R1, Tas1R3 und Tas2R105 exprimieren, durch bittere 

und Umami-Substanzen stimulierbar sind, in enger Nachbarschaft zu cholinozeptiven 

Nervenfasern liegen und infolge ihrer Stimulation eine erhöhte Aktivität des Musculus 

detrusor vesicae verzeichnet werden kann.  
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7. SUMMARY 

Chemosensory brush cells serve as sentinels of the upper airways by detecting hazard-

ous substances produced by microorganisms. Chemoreception is effected via molecular 

components of the umami and bitter taste transduction cascade, taste receptors, 

gustducin, PLCβ2 and TRPM5, known from receptor (Type I) cells of taste buds. The 

chemosensory brush cell in the upper airways is cholinergic and releases acetylcholine 

upon stimulation thereby eliciting stimulatory effects on cholinoreceptive vagal sensory 

nerve fibres which leads to a reduction of the breathing frequency in mice. As the urethra 

constitutes a possible entry site for hazardous microorganisms, the existence of 

chemosensory cells was hypothesized at this place, too. To address this issue, the uro-

genital tract of transgenic mice expressing eGFP under the control of the ChAT promotor 

was examined by means of single- and double-labelling immunohistochemistry. Solitary 

cholinergic epithelial cells were observed in the urethra and excretory ducts of paraure-

thral glands in male and female mice as well as in excretory ducts of the accessory sex 

glands in males. They are immunoreactive for the brush cell marker villin and differ from 

the already known urethral neuroendocrine cells as they are not immunoreactive with 

PGP-, CgA- and 5-HT-antisera. Double-labelling with antibodies against eGFP and 

gustducin, PLCβ2 and TRPM5, respectively, revealed up to 47% of cholinergic 

gustducin-positive cells, 27-59% of cholinergic PLCβ2-positive and 70-100% of cholin-

ergic TRPM5-positive cells. These immunohistochemical patterns imply the existence of 

more than one subtype of the urethral chemosensory cell. Further, there is a subpopu-

lation of villin-positive cells not expressing ChAT and, therefore, not being cholinergic. 

The cholinergic chemosensory cell may serve as a sentinel monitoring harmful sub-

stances secreted by microorganisms colonizing the urogenital tract. By triggering of the 

micturition reflex via release of acetylcholine, potential pathogens would be washed out 

to prevent further retrograde ingression. This hypothesis proved itself well-founded by 

following studies showing that urethral brush cells express the taste receptors Tas1R1, 

Tas1R3 and Tas2R105 on mRNA and protein level, react to stimulation by bitter and 

umami substances, are approached by sensory cholinoreceptive nerve fibres and in-

crease contractions of the bladder detrusor muscle upon stimulation. 
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8. ABKÜRZUNGSVERZEICHNIS 

5-HT      5-Hydroxytryptamin, Serotonin 

AG      Drüsenausführungsgänge 

AHL Acetylierte Homoserinlactone 

AS      Aminosäure(n) 

ATP      Adenosintriphosphat 

BAC Bacterial Artificial Chromosome, kün-
stliches Bakterienchromosom   

cAMP      cyklisches Adenosinmonophosphat 

CgA  Chromogranin A 

cGMP cyklisches Guanosinmonophosphat 

CGRP Calcitonin Gene-Related Peptide, Calci-
toningen-verwandtes Peptid 

ChAT  Choline Acetyltransferase, Acetylcholin-
transferase 

CK      Cytokeratin 

Cy3 Indocarbocyanin 

DAG      Diacylglycerol  

eGFP enhanced Green Fluorescent Protein, ver-
stärkt grün fluoreszierendes Protein 

ER Endoplasmatisches Retikulum 

FITC Fluoresceinisothiocyanat 

GLP-1 Glucagon-Like Peptide 1, Glucagon-ähnli-
ches Peptid 1 

GMP Guaninmonophosphat 

GPCR  G-Protein-Coupled Receptor, G-Protein-
gekoppelter Rezeptor 

GPCR4 G-Protein-Coupled Receptor 4, G-Protein-
gekoppelter Rezeptor 4 

Gustducin Gα-Gustducin 

IHC Immunhistochemie 

ILC Innate Lymphoid Cell, angeborene lympho-
ide Zelle 

ILC2 Innate Lymphoid Cell Type 2, angeborene 
lymphoide Zelle Typ 2  

IMP Inosinmonophosphat 

IP3      Inositol-1,4,5-trisphosphat 

IP3RIII  Inositol-1,4,5-trisphosphat-Rezeptor Typ III  
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KIR2.1 Inward Rectifier Potassium Channel 2.1, 
Einwärtsgleichrichter-Kaliumkanal 2.1 

L-AS      L-Aminosäure(n) 

mGluR4 metabotroper Glutamatrezeptor 4 

NEB Neuroepithelial Bodies, neuroepitheliale 
Körperchen 

nAChR Nikotinischer Acetylcholin-Rezeptor 

PDE      Phosphodiesterase 

PIP2      Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat 

PKA      Proteinkinase A 

PKC      Proteinkinase C 

PKD1L3 Polycystic Kidney Disease 1-like 3 protein, 
polyzystische Nierenerkrankung 1-ähnli-
ches Protein 3 

PKD2L1 Polycystic Kidney Disease 2-like 1 protein, 
polyzystische Nierenerkrankung 2-ähnli-
ches Protein 1 

PLCβ2 Phospholipase C Untereinheit β2 

PUD periurethrale Drüsen 

PUDAG periurethrale Drüsenausführungsgänge 

SCC Solitary Chemosensory Cell, solitäre 
chemosensorische Zelle 

TasR      Taste Receptor, Geschmacksrezeptor 

TRPM5 Transient Receptor Potential Cation Chan-
nel Subfamily M Member 5, Transient-Re-
zeptor-Potential-Kation-Kanal Unterfamilie 
M Mitglied 5 

VAChT Vesicular Acetylcholine Transporter, vesi-
kulärer Acetylcholintransporter 
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10. ANHANGSTABELLEN

PGP/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 100 0 3 20 
#2 0 65 35 46 37 
#3 0 96 4 53 26 
#4 0 66 34 32 32 
#6 0 50 50 18 13 
#7 0 66 34 64 62 

0 73,8 26,2   
SD ±0 ±19,7 ±19,7   

   Σ 216 Σ 190 
 

5-HT/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#2 0 47 53 19 20 
#3 0 40 60 35 23 

0 43,5 56,5   
SD ±0 ±5 ±5   

   Σ 54 Σ 43 
 

CgA/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 100 0 4 32 
#4 0 76 24 76 82 
#5 0 50 50 6 14 
#6 0 36 64 11 18 
#7 0 39 61 70 46 

0 60,2 39,8   
SD ±0 ±27,3 ±27,3   

   Σ 167 Σ 192 
 

Anhangstabelle 1 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) in der männlichen penilen 
Urethra. #1-#7: Tiernummer.  

 

PGP/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#2 0 57 43 21 6 
#6 0 15 85 13 15 
#7 0 47 53 19 5 

0 39,7 60,3   
SD ±0 ±21,9 ±21,9   

   Σ 53 Σ 26 
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5-HT/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#2 0 37,5 62,5 8 3 
#3 0 27 73 11 8 

0 32,3 67,8   
SD ±0 ±7,4 ±7,4   

   Σ 19 Σ 11 
 

CgA/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#5 0 35 65 31 7 
 

Anhangstabelle 2 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren Divertikelanschnitten (nDivertikelanschnitte) im Divertikel der männlichen 
Urethra. #2, #3, #5-#7: Tiernummer. 

 

PGP/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 33 67 3 4 
#2 0 72 28 36 10 
#3 0 50 50 14 28 
#4 4 40 56 25 13 
#5 0 57 43 21 9 
#6 0 35 65 113 20 
#7 0 40 60 78 26 

0,6 46,7 52,7   
SD ±1,5 ±14 ±13,7   

   Σ 290 Σ 110 
 

5-HT/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 0 100 5 8 
#2 0 41 59 41 51 
#3 0 40 60 58 56 
#4 0 0 100 12 5 
#5 0 27 73 11 8 
#7 0 67 33 3 5 

0 29,2 70,8   
SD ±0 ±26,1 ±26,1   

   Σ 130 Σ 133 
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CgA/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#2 0 79 21 39 38 
#4 3 66 31 29 14 
#5 0 62 38 34 18 
#6 0 0 100 5 5 
#7 0 48 52 27 19 

0,6 51 48,4   
SD ±1,3 ±30,6 ±31   

   Σ 134 Σ 94 
 

Anhangstabelle 3 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) in der männlichen pelvinen 
Urethra. #1-#7: Tiernummer. 

 

PGP/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#3 0 92 8 12 5/0 
#4 0 62 38 34 3/0 
#5 0 62 38 120 6/5 
#6 0 72 28 120 9/4 
#7 0 81 19 91 5/5 

0 73,8 26,2   
SD ±0 ±12,9 ±12,9   

   Σ 377 Σ 28/14 
 

5-HT/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#2 0 86 14 77 4/3 
#5 0 76 24 75 7/6 
#7 0 67 33 49 5/5 

0 76,3 23,7   
SD ±0 ±9,5 ±9,5   

   Σ 201 Σ 16/14 
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CgA/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#2 0 91 9 113 4/4 
#3 0 64 36 99 16/6 
#4 0 72 28 160 6/0 
#5 0 73 27 171 11/11 
#6 0 81 19 98 5/0 
#7 0 94 6 142 5/5 

0 79,2 20,8   
SD ±0 ±11,7 ±11,7   

    Σ 783 Σ 47/26 
 

Anhangstabelle 4 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren Colliculus-/Urethraanschnitten (nColliculus-/Urethraanschnitte) im Colliculus 
seminalis. #2-#7: Tiernummer. 

 

PGP/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#3 0 100 0 2 1 
#4 0 64 36 14 3 
#5 0 0 100 2 4 
#6 0 0 100 1 5 
#10 0 0 0 0 5 
#13 0 50 50 6 7 

0 42,8 57,2   
SD ±0 ±43,1 ±43,1   

   Σ 25 Σ 25 
 

5-HT/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#5 0 79 21 19 6 
#7 0 83 17 12 9 
#8 0 100 0 4 7 
#13 0 100 0 1 7 
#14 0 62,5 37,5 8 4 

0 84,9 15,1   
SD ±0 ±15,8 ±15,8   

   Σ 44 Σ 33 
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CgA/eGFP 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#3 0 60 40 5 5 
#4 0 71 29 7 3 
#10 0 0 0 0 4 
#13 0 0 0 0 2 

0 65,5 34,5   
SD ±0 ±7,8 ±7,8   

   Σ 12 Σ 14 
 

Anhangstabelle 5 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) im Harnblasenhals beider Ge-
schlechter. #3-#8: Tiernummer Männchen, #10, #13, #14: Tiernummer Weibchen. Die grün mar-
kierten Tiere (#10 und #13) wurden nicht in die statistische Auswertung „CgA/eGFP“ aufgenom-
men.  

 

PGP/eGFP, penile PUDAG, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#2 0 0 0 0 31 
#7 0 0 0 0 23 

   Σ 0 Σ 54 
 

5-HT/eGFP, penile PUDAG, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#2 0 0 0 0 26 
#3 0 0 0 0 11 

   Σ 0 Σ 37 
 

CgA/eGFP, penile PUDAG, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#4 0 0 0 0 2 
#7 0 0 100 3 12 

   Σ 3 Σ 14 
 

Anhangstabelle 6 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren PUDAG-Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte) in den penilen PUDAG des 
Männchens. #2-#4, #7: Tiernummer. Die grün markierten Tiere (#2-#4 und #7) wurden nicht in 
die Auswertung „PGP/eGFP, penile PUDAG, Männchen“ bzw. „5-HT/eGFP, penile PUDAG, 
Männchen“ bzw. „CgA/eGFP, penile PUDAG, Männchen“ aufgenommen.  
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PGP/eGFP, pelvine PUDAG, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#1 0 0 0 0 23 
#2 0 29 71 7 64 
#3 0 69 31 16 129 
#4 0 36 64 11 72 
#5 0 33 67 3 61 
#6 0 0 100 4 232 
#7 0 25 75 4 131 

0 32 68   
SD ±0 ±22,2 ±22,2   

   Σ 45 Σ 712 
 

5-HT/eGFP, pelvine PUDAG, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#1 0 50 50 6 30 
#2 0 32 68 31 325 
#3 0 56 44 25 199 
#4 0 0 100 4 26 
#5 0 0 100 1 32 
#7 0 0 100 5 44 

0 23 77   
SD ±0 ±26,4 ±26,4   

   Σ 72 Σ 656 
 

CgA/eGFP, pelvine PUDAG, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#2 0 82 18 17 235 
#4 0 55 45 20 126 
#5 0 71 29 14 99 
#6 0 0 0 0 53 
#7 0 90 10 10 104 

0 74,5 25,5   
SD ±0 ±15,2 ±15,2   

   Σ 61 Σ 617 
 

Anhangstabelle 7 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren PUDAG-Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte) in den pelvinen PUDAG des 
Männchens. #1-#7: Tiernummer. Das grün markierte Tier (#6) wurde nicht in die statistische 
Auswertung „CgA/eGFP, pelvine PUDAG, Männchen“ aufgenommen.  
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PGP/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG-Anschnitte

#3 0 65 35 17 55 
#4 0 50 50 6 11 
#5 0 78 22 32 36 
#6 0 86 14 7 25 

0 69,8 30,3   
SD ±0 ±15,8 ±15,8   

   Σ 62 Σ 127 
 

5-HT/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG-Anschnitte

#5 0 79 21 24 45 
#7 0 100 0 16 38 

0 89,5 10,5   
SD ±0 ±14,8 ±14,8   

   Σ 40 Σ 83 
 

CgA/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG-Anschnitte

#3 0 58 42 12 64 
#4 0 78 22 18 34 
#5 0 0 0 0 4 

0 68 32   
SD ±0 ±14,1 ±14,1   

   Σ 30 Σ 102 
 

Anhangstabelle 8 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren AG-Anschnitten (nAG-Anschnitte) im Bereich des Blasenhalses des 
Männchens. #3-#7: Tiernummer. Das grün markierte Tier (#5) wurde nicht in die Auswertung 
„CgA/eGFP, AG Blasenhals, Männchen“ aufgenommen.  

 

PGP/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 0 29 71 24 7 
#11 0 53 47 183 47 
#12 0 23 77 96 22 
#13 0 30 70 23 8 

0 33,8 66,3   
SD ±0 ±13,2 ±13,2   

   Σ 326 Σ 84 
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5-HT/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 0 43 57 7 5 
#13 0 31 69 16 11 

0 37 63   
SD ±0 ±8,5 ±8,5   

   Σ 23 Σ 16 
 

CgA/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 0 32 68 31 11 
#11 0 61 39 204 46 
#12 0 26 74 148 23 
#13 0 38 62 29 11 

0 39,3 60,8   
SD ±0 ±15,3 ±15,3   

   Σ 412 Σ 91 
 

Anhangstabelle 9 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positiver 
(+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. CgA-
negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (nto-

tal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) in der weiblichen distalen 
Urethra. #10-#13: Tiernummer. 

 

PGP/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 1 55 44 135 38 
#11 0 70 30 10 3 
#12 0 33 67 30 5 
#13 0 75 25 16 4 

0,3 58,3 41,5   
SD ±0,5 ±18,9 ±18,8   

   Σ191 Σ50 
 

5-HT/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 0 33 67 18 12 
#11 0 80 20 5 3 
#13 0 100 0 2 3 

0 71 29   
SD ±0 ±34,4 ±34,4   

   Σ 25 Σ 18 
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CgA/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 0 36 64 107 45 
#11 0 75 25 8 3 
#12 0 10 90 10 5 
#13 0 62 38 50 19 

0 45,8 54,3   
SD ±0 ±28,8 ±28,8   

   Σ 175 Σ 72 
 

Anhangstabelle 10 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positi-
ver (+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. 
CgA-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen 
(ntotal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) in der weiblichen proximalen 
Urethra. #10-#13: Tiernummer. 

 

PGP/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#10 0 0 100 1 14 
#11 0 67 33 3 130 
#12 0 0 100 3 10 
#13 0 50 50 2 32 

0 29,3 70,8   
SD ±0 ±34,5 ±34,5   

   Σ 9 Σ 186 
 

5-HT/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#10 0 0 0 0 10 
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CgA/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#10 0 50 50 2 13 
#11 0 0 0 0 123 
#12 0 0 0 0 65 
#13 0 25 75 8 57 

0 37,5 62,5   
SD ±0 ±17,7 ±17,7   

   Σ 10 Σ 258 
 

Anhangstabelle 11 Prozentualer Anteil PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-positi-
ver (+/+), PGP-, 5-HT- bzw. CgA-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PGP-, 5-HT- bzw. 
CgA-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen 
(ntotal), summiert aus mehreren PUDAG-Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte) in den PUDAG der distalen 
Urethra des Weibchens. #10-#13: Tiernummer. Die grün markierten Tiere (#10-#12) wurden 
nicht in die statistische Auswertung „5-HT/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen“ bzw. 
„CgA/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen“ aufgenommen. 

 

Villin/eGFP, penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 33 67 3 16 
#2 20 80 0 93 34 
#3 35 63 2 81 45 
#4 15 69 15 26 41 
#5 11 89 0 9 11 
#6 20 80 0 5 9 
#7 24 76 0 17 10 

17,9 70 12   
SD ±10,9 ±18,3 ±24,9   

   Σ 234 Σ 166 
 

Villin/eGFP, Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#2 19 81 0 42 12 
#3 27 73 0 33 15 
#5 73 27 0 11 4 
#8 30 61 9 23 8 
#9 80 14 6 111 6 

45,8 51,2 3   
SD ±28,4 ±29,3 ±4,2   

   Σ 220 Σ 45 
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Villin/eGFP, pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 100 0 6 7 
#2 16 84 0 256 68 
#3 58 42 0 158 38 
#4 43 55 2 53 14 
#5 50 43 7 14 8 
#6 25 75 0 24 5 
#7 17 83 0 24 8 

29,9 68,9 1,3   
SD ±21 ±22,4 ±2,6   

   Σ 535 Σ 148 
 

Villin/eGFP, Colliculus seminalis, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#2 4 95 1 133 4/4 
#3 8 92 0 249 8/6 
#4 24 76 0 66 4/0 
#5 48 50 2 44 4/4 
#7 3 95 2 57 5/4 

17,4 81,6 1   
SD ±19,1 ±19,3 ±1   

   Σ 549 Σ 25/18 
 

Villin/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#3 0 90 10 29 2 
#4 0 89 11 9 3 
#5 0 100 0 1 4 
#10 0 0 0 0 4 
#13 0 0 0 0 2 

0 93 7   
SD ±0 ±6,1 ±6,1   

   Σ 39 Σ 15 
 

Anhangstabelle 12 Prozentualer Anteil Villin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Villin-posi-
tiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Villin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an 
der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUr-

ethraanschnitte) bzw. Divertikelanschnitten (nDivertikelanschnitte) bzw. Colliculus- und Urethraanschnitten (n 
Colliculus-/Urethraanschnitte) in der männlichen Urethra, eingeteilt nach Organabschnitten bzw. dem Bla-
senhals beider Geschlechter. #1-#9: Tiernummern Männchen, #10 und #13: Tiernummern 
Weibchen. Die grün markierten Tiere (#10 und #13) wurden nicht in die statistische Auswertung 
„Villin/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen“ aufgenommen.  
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Villin/eGFP, PUDAG penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#2 0 100 0 4 33 
#3 100 0 0 1 10 
#4 0 0 0 0 2 

50 50 0   
SD ±70,7 ±70,7 ±0   

   Σ 5 Σ 45 

Villin/eGFP, PUDAG Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#8 0 0 0 0 32 
#9 20 20 60 5 39 

   Σ 5 Σ 71 
 

Villin/eGFP, PUDAG pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#1 31 69 0 13 48 
#2 7 67 26 42 410 
#3 22 73 5 63 223 
#4 35 65 0 23 109 
#5 50 0 50 2 57 
#6 22 78 0 9 41 
#7 33 67 0 6 54 

28,6 59,9 11,6   
SD ±13,4 ±26,8 ±19,4   

   Σ 158 Σ 942 
 

Villin/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG-Anschnitte

#3 100 0 0 1 29 
#4 29 71 0 17 24 
#5 0 100 0 10 20 

43 57 0   
SD ±51,4 ±51,4 ±0   

   Σ 28 Σ 73 
 

Anhangstabelle 13 Prozentualer Anteil Villin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Villin-po-
sitiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Villin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen 
an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG- bzw. AG-
Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte bzw. nAG-Anschnitte) in den PUDAG eingeteilt nach Organabschnitten 
bzw. AG im Bereich des Blasenhalses des Männchens. #1-#9: Tiernummern Männchen. Die 
grün markierten Tiere (#4, #8) wurden nicht in die statistische Auswertung „Villin/eGFP, PUDAG 
penile Urethra, Männchen“ bzw. „Villin/eGFP, PUDAG Divertikel, Männchen“ aufgenommen.  
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Villin/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#11 46 53 1 217 55 
#12 27 73 0 33 5 
#13 61 36 3 31 6 

44,7 54 1,3   
SD ±17 ±18,5 ±1,5   

   Σ 281 Σ 66 
 

Villin/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 26 74 0 53 29 
#11 0 100 0 18 3 
#12 50 50 0 16 5 
#13 39 55 6 31 11 

28,8 69,8 1,5   
SD ±21,5 ±22,7 ±3   

   Σ 118 Σ 60 
 

Anhangstabelle 14 Prozentualer Anteil Villin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Villin-posi-
tiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Villin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen an 
der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren Urethraanschnitten (nUr-

ethraanschnitte) in der weiblichen Urethra, eingeteilt nach Organabschnitten. #10-#13: Tiernummern 
Weibchen. 

 

Villin/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#11 37 63 0 8 120 
#12 100 0 0 2 15 
#13 0 67 33 3 11 

45,7 43,3 11   
SD ±50,6 ±37,6 ±19,1   

   Σ 13 Σ 146 
 

Anhangstabelle 15 Prozentualer Anteil Villin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Villin-po-
sitiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Villin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zellen 
an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG-Anschnit-
ten (nPUDAG-Anschnitte) in den PUDAG der distalen weiblichen Urethra. #11-#13: Tiernummern 
Weibchen.  

 

 

 

 



128 
 

Gustducin/eGFP, penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 0 0 0 13 
#4 38 8 54 24 92 
#5 57 0 43 7 30 

47,5 4 48,5   
SD ±13,4 ±5,7 ±7,8   

   Σ 31 Σ 135 
 

Gustducin/eGFP, Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#5 73 0 27 56 8 
#8 0 0 100 2 12 
#9 65 0 35 114 9 

46 0 54   
SD ±40 ±0 ±40   

   Σ 172 Σ 29 
 

Gustducin/eGFP, pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 8 0 92 13 15 
#4 0 0 100 5 9 
#5 29 0 71 7 9 
#7 0 0 100 1 5 

9,3 0 90,8   
SD ±13,7 ±0 ±13,7   

   Σ 26 Σ 38 
 

Gustducin/eGFP, Colliculus seminalis, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#4 0 0 100 1 2/0 
#5 26 5 69 58 9/9 
#7 17 12 71 24 5/5 

14,3 5,7 80   
SD ±13,2 ±6 ±17,3   

   Σ 83 Σ 16/14 
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Gustducin/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#3 0 0 0 0 2 
#4 0 0 100 2 3 
#5 0 0 100 1 4 
#10 0 0 0 0 4 
#13 0 0 0 0 6 

0 0 100   
SD ± ± ±0   

   Σ 3 Σ 19 
 

Anhangstabelle 16 Prozentualer Anteil Gustducin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Gus-
tducin-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Gustducin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren 
Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) bzw. Divertikelanschnitten (nDivertikelanschnitte) bzw. Colliculus- 
und Urethraanschnitten (n Colliculus-/Urethraanschnitte) in der männlichen Urethra, eingeteilt nach Or-
ganabschnitten bzw. dem Blasenhals beider Geschlechter. #1, #3-5, #7-#9: Tiernummern 
Männchen, #10 und #13: Tiernummern Weibchen. Die grün markierten Tiere (#1, #10, #13) wur-
den nicht in die statistische Auswertung „Gustducin/eGFP, penile Urethra, Männchen“ bzw. „Gus-
tducin/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen“ aufgenommen. 

 

Gustducin/eGFP, PUDAG Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#5 33 0 67 3 10 
#8 0 0 100 2 68 
#9 17 0 83 6 28 

16,7 0 83,3   
SD ±16,5 ±0 ±16,5   

   Σ 11 Σ 106 
 

Gustducin/eGFP, PUDAG pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#1 0 0 100 7 56 
#4 0 0 100 3 56 
#5 50 0 50 8 62 
#7 0 0 100 6 50 

12,5 0 87,5   
SD ±25 ±0 ±25   

   Σ 24 Σ 224 
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Gustducin/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG- 

Anschnitte

#3 0 0 100 12 30 
#5 0 0 100 2 25 

0 0 100   
SD ±0 ±0 ±0   

   Σ 14 Σ 55 
 

Anhangstabelle 17 Prozentualer Anteil Gustducin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Gus-
tducin-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Gustducin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG- 
bzw. AG-Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte bzw. nAG-Anschnitte) in den PUDAG eingeteilt nach Organab-
schnitten bzw. AG im Bereich des Blasenhalses des Männchens. #1, #3-#5, #7-#9: Tiernum-
mern Männchen. 

 

Gustducin/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

Anschnitte

#10 0 0 100 128 39 
#11 56 0 44 70 38 
#12 29 8 63 143 40 
#13 4 0 96 25 9 

22,3 2 75,8   
SD ±25,9 ±4 ±26,9   

   Σ 366 Σ 126 
 

Gustducin/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

Anschnitte

#10 44 0 56 9 14 
#11 0 0 100 2 3 
#12 35 0 65 43 24 
#13 41 0 59 22 13 

30 0 70   
SD ±20,3 ±0 ±20,3   

   Σ 76 Σ 54 
 

Anhangstabelle 18 Prozentualer Anteil Gustducin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Gus-
tducin-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Gustducin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren 
Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) in der weiblichen Urethra, eingeteilt nach Organabschnitten. 
#10-#13: Tiernummern Weibchen. 
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Gustducin/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#10 0 0 100 24 115 
#11 100 0 0 1 111 
#12 0 0 100 3 132 
#13 100 0 0 2 21 

50 0 50   
SD ±57,7 ±0 ±57,7   

   Σ 30 Σ 379 
 

Anhangstabelle 19 Prozentualer Anteil Gustducin-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), Gus-
tducin-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und Gustducin-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG-
Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte) in den PUDAG der distalen weiblichen Urethra. #10-#13: Tiernum-
mern Weibchen. 

 

PLCβ2/eGFP, penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 0 100 0 2 10 
#4 36 61 3 64 84 
#5 3 94 3 28 12 
#6 67 33 0 3 25 
#7 30 50 20 10 28 

27,3 67,4 5,3   
SD ±27,3 ±28,5 ±8,4   

   Σ 107 Σ 159 
 

PLCβ2/eGFP, Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#5 61 36 3 33 4 
#8 19 81 0 31 12 
#9 62 32 6 123 6 

47,3 49,7 3   
SD 24,5 27,2 3   

   Σ 187 Σ 22 
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PLCβ2/eGFP, pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#1 73 20 7 15 15 
#4 0 100 0 4 6 
#5 20 77 3 39 10 
#6 75 12,5 12,5 8 5 
#7 33 11 56 9 16 

40,2 44,1 15,7   
SD 33 41,5 23   

   Σ 75 Σ 52 
 

PLCβ2/eGFP, Colliculus seminalis, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#3 80 20 0 5 1/0 
#4 31 6 63 16 2/0 
#5 43 57 0 42 4/4 
#6 43 33 24 21 5/0 
#7 81 8 11 26 5/5 

55,6 24,8 19,6   
SD 23,3 21 26,2   

   Σ 110 Σ 17/9 
 

PLCβ2/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#3 0 100 0 2 1 
#4 33 67 0 3 3 
#5 0 0 0 0 4 
#6 0 0 0 0 5 
#10 0 100 0 1 5 
#13 100 0 0 1 7 

33,3 66,8 0   
SD ±47,1 ±47,1 ±0   

   Σ 7 Σ 25 
 

Anhangstabelle 20 Prozentualer Anteil PLCβ2-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), PLCβ2-
positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PLCβ2-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zel-
len an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren Urethraanschnit-
ten (nUrethraanschnitte) bzw. Divertikelanschnitten (nDivertikelanschnitte) bzw. Colliculus- und Urethraan-
schnitten (n Colliculus-/Urethraanschnitte) in der männlichen Urethra, eingeteilt nach Organabschnitten 
bzw. dem Blasenhals beider Geschlechter. #1, #3-#9: Tiernummern Männchen, #10 und #13: 
Tiernummern Weibchen. Die grün markierten Tiere (#5, #6) wurden nicht in die statistische Aus-
wertung „PLCβ2/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen“ aufgenommen. 
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PLCβ2/eGFP, PUDAG penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#4 0 0 0 0 2 
 

PLCβ2/eGFP, PUDAG Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#8 0 0 0 0 52 
#9 60 40 0 5 32 

   Σ 5 Σ 84 
 

PLCβ2/eGFP, PUDAG pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#1 100 0 0 5 92 
#4 67 0 33 6 65 
#5 50 50 0 12 73 
#6 0 0 0 0 59 
#7 67 33 0 6 122 

71 20,8 8,3   
SD ±20,9 ±24,9 ±16,5   

   Σ 29 Σ 411 
 

PLCβ2/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG-

Anschnitte

#3 0 88 12 26 43 
#4 100 0 0 4 5 
#5 86 14 0 7 19 

62 34 4   
SD ±54,1 ±47,3 ±6,9   

   Σ 37 Σ 67 
 

Anhangstabelle 21 Prozentualer Anteil PLCβ2-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), PLCβ2-
positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PLCβ2-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zel-
len an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG- bzw. 
AG-Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte bzw. nAG-Anschnitte) in den PUDAG eingeteilt nach Organabschnit-
ten bzw. AG im Bereich des Blasenhalses des Männchens. #1, #3-#9: Tiernummern Männ-
chen. Die grün markierten Tiere (#4, #8, #6) wurden nicht in die statistische Auswertung 
„PLCβ2/eGFP, PUDAG penile Urethra, Männchen“ bzw. „PLCβ2/eGFP, PUDAG Divertikel, 
Männchen“ bzw. „PLCβ2/eGFP, PUDAG pelvine Urethra, Männchen“ aufgenommen. 
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PLCβ2/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 67,5 15 17,5 206 36 
#11 63 21 16 90 33 
#12 72 15 13 93 25 
#13 31 46 23 39 12 

58,4 24,3 17,4   
SD 18,6 14,8 4,2   

   Σ 428 Σ 106 
 

PLCβ2/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#10 0 47 53 17 14 
#11 31 44 25 16 4 
#12 44 28 28 18 9 
#13 36 32 32 25 15 

27,8 37,8 34,5   
SD 19,3 9,2 12,7   

   Σ 76 Σ 42 
 

Anhangstabelle 22 Prozentualer Anteil PLCβ2-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), PLCβ2-
positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PLCβ2-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zel-
len an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren Urethraanschnit-
ten (nUrethraanschnitte) in der weiblichen Urethra, eingeteilt nach Organabschnitten. #10-#13: Tier-
nummern Weibchen. 

 

PLCβ2/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#10 58 20 22 40 111 
#11 33 59 8 12 135 
#12 54 38 8 13 31 
#13 89 0 11 18 60 

58,5 29,3 12,3   
SD ±23,1 ±25,2 ±6,7   

   Σ 83 Σ 337 
 

Anhangstabelle 23 Prozentualer Anteil PLCβ2-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), PLCβ2-
positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und PLCβ2-negativer ChATBAC-eGFP-positiver (-/+) Zel-
len an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG-An-
schnitten (nPUDAG-Anschnitte) in den PUDAG der distalen weiblichen Urethra. #10-#13: Tiernum-
mern Weibchen. 
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TRPM5/eGFP, penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#4 100 0 0 3 29 
#5 93 7 0 28 34 
#6 55 45 0 22 48 
#7 100 0 0 2 22 

87 13 0   
SD ±21,6 ±21,6 ±0   

   Σ 55 Σ 133 
 

TRPM5/eGFP, Divertikel, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nDivertikel-

anschnitte

#5 84 8 8 13 3 
#6 89 11 0 9 20 
#8 75 0 25 8 19 
#9 94 4 2 135 12 

85,5 5,8 8,8   
SD ±8,1 ±4,8 ±11,4   

   Σ 165 Σ 54 
 

TRPM5/eGFP, pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#5 89 0 11 19 11 
#6 97 2 1 105 32 
#7 92 8 0 37 18 

92,7 3,3 4   
SD ±4 ±4,2 ±6,1   

   Σ 161 Σ 61 
 

TRPM5/eGFP, Colliculus seminalis, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nColliculus-

/Urethraanschnitte

#5 85 7 8 135 25/8 
#7 55 10 35 62 16/5 
#8 52 20 28 56 31/7 
#9 89 6 5 121 18/793 

70,3 10,8 19   
SD ±19,4 ±6,4 ±14,8   

   Σ 374 Σ 90/813 
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TRPM5/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#5 100 0 0 1 14 
#7 100 0 0 3 20 
#8 100 0 0 4 10 
#13 0 0 0 0 12 
#14 100 0 0 2 8 

100 0 0   
SD ±0 ±0 ±0   

   Σ 10 Σ 64 
 

Anhangstabelle 24 Prozentualer Anteil TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), 
TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und TRPM5-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren 
Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) bzw. Divertikelanschnitten (nDivertikelanschnitte) bzw. Colliculus- 
und Urethraanschnitten (n Colliculus-/Urethraanschnitte) in der männlichen Urethra, eingeteilt nach Or-
ganabschnitten bzw. dem Blasenhals beider Geschlechter. #4-#9: Tiernummern Männchen, 
#13 und #14: Tiernummern Weibchen. Das grün markierte Tier (#13) wurden nicht in die statisti-
sche Auswertung „TRPM5/eGFP, Blasenhals, Männchen und Weibchen“ aufgenommen. 

 

TRPM5/eGFP, PUDAG penile Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#5 0 0 0 0 3 
 

TRPM5/eGFP, PUDAG pelvine Urethra, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#5 67 33 0 3 65 
#6 100 0 0 29 326 
#7 100 0 0 3 104 

89 11 0   
SD ±19,1 ±19,1 ±0   

   Σ 35 Σ 495 
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TRPM5/eGFP, AG Blasenhals, Männchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nAG-

Anschnitte

#5 91 9 0 23 106 
#7 80 20 0 5 72 
#8 0 0 0 0 120 

85,5 14,5 0   
SD ±7,8 ±7,8 ±0   

   Σ 28 Σ 298 
 

Anhangstabelle 25 Prozentualer Anteil TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), 
TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und TRPM5-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG- 
bzw. AG-Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte bzw. nAG-Anschnitte) in den PUDAG eingeteilt nach Organab-
schnitten bzw. AG im Bereich des Blasenhalses des Männchens. #5-#8: Tiernummern Männ-
chen. Die grün markierten Tiere (#5, #8) wurden nicht in die statistische Auswertung 
„TRPM5/eGFP, PUDAG penile Urethra, Männchen“ bzw. „PLCβ2/eGFP, PUDAG Divertikel, 
Männchen“ bzw. „TRPM5/eGFP, AG Blasenhals, Männchen“ aufgenommen. 

 

TRPM5/eGFP, distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#12 97 0 3 163 34 
#13 89 0 11 36 17 

93 0 7   
SD ±5,7 ±0 ±5,7   

   Σ 199 Σ 51 
 

TRPM5/eGFP, proximale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nUrethra-

anschnitte

#11 100 0 0 1 3 
#12 100 0 0 18 10 
#13 100 0 0 25 13 

100 0 0   
SD ±0 ±0 ±0   

   Σ 44 Σ 26 
 

Anhangstabelle 26 Prozentualer Anteil TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), 
TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und TRPM5-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren 
Urethraanschnitten (nUrethraanschnitte) in der weiblichen Urethra, eingeteilt nach Organabschnitten. 
#11-#13: Tiernummern Weibchen. 
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TRPM5/eGFP, PUDAG distale Urethra, Weibchen 

+/+ +/- -/+ ntotal nPUDAG-

Anschnitte

#12 56 6 38 16 145 
#13 80 0 20 20 70 

68 3 29   
SD ±17 ±4,2 ±12,7   

   Σ 26 Σ 215 
 

Anhangstabelle 27 Prozentualer Anteil TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-positiver (+/+), 
TRPM5-positiver ChATBAC-eGFP-negativer (+/-) und TRPM5-negativer ChATBAC-eGFP-positiver 
(-/+) Zellen an der absoluten Anzahl ausgezählter Zellen (ntotal), summiert aus mehreren PUDAG-
Anschnitten (nPUDAG-Anschnitte) in den PUDAG der distalen weiblichen Urethra. #12, #13: Tier-
nummern Weibchen. 
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