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1. Einleitung 

1.1 Thrombozyten 

Thrombozyten sind kernlose Blutpartikel, die unter dem Einfluss von Thrombopoetin 

(TPO) durch zytoplasmatische Abschnürung aus mehrkernigen Megakaryozyten im 

Knochenmark gebildet werden. Sie sind nach Erythrozyten die zweithäufigsten 

korpuskulären Elemente im zirkulierenden Blut (Junqueira et al. 2002).  

 

Im inaktivierten Zustand gleichen Blutplättchen flachen, bikonvexen Scheiben 

(Junqueira et al. 2002). Ihre Hauptaufgabe ist die Blutstillung. Diese geht mit 

morphologischen Veränderungen der Thrombozyten im Rahmen ihrer Adhäsion und 

Aktivierung einher. 

 

Thrombozyten enthalten viele verschiedene Organellen. -Granula machen hierbei 

den größten Anteil aus. Der Inhalt setzt sich aus den Adhäsionsmolekülen 

Fibrinogen, Fibronektin, Thrombospondin und von-Willebrand-Faktor (vWF), sowie 

Gerinnungsfaktor V, Plättchen-Faktor 4 (Antiheparin), Platelet-Derived-Growth-Factor 

(PDGF), P-Selektin (CD62P) und chemotaktischen Faktoren zusammen (Quinn 

2005). Gerinnungsfaktor V, vWF und Fibronektin machen den größten Proteinanteil 

in den -Granula aus (Linß und Fanghänel 1998). Die Freisetzung dieser Granula 

aus aktivierten Plättchen führt neben einer Verstärkung der Aggregationsreaktion 

auch zur Freisetzung von Wachstumsfaktoren. Die sog. „dense bodies“ oder auch als 

-Granula bezeichneten Strukturen gehören mit einem Durchmesser von etwa 150 

nm zu den kleinsten Granula in Blutplättchen. Da von ihnen nur 5-6 pro Thrombozyt 

existieren, machen sie den geringsten Anteil aus. -Granula sind reich an Serotonin 

und Kalzium. Aber auch ADP (Adenosindiphosphat) und ATP (Adenosintriphosphat) 

gehören zum Inhalt dieser Granula (Junqueira et al. 2002). Bei Freisetzung besitzen 

diese Substanzen eine aggregationsfördernde Wirkung. Schließlich gibt es noch die 

primären Lysosomen. Neben Proteasen (z.B. Kathepsin, Kollagenasen, 

Phosphatasen) enthalten diese Glykohydrolasen (z.B. Heparinase, Galaktosidase, 

Glukosidase), CD63 und LAMP1/2 (Lysosomal-Associated-Membrane-Protein). Ihr 

Inhalt dient der Auflösung kleiner Thrombozytenaggregate. 
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Hinsichtlich Zahl und Morphologie gibt es wichtige Unterschiede zwischen murinen 

und humanen Plättchen. Während Menschen 150-400 x103 Thrombozyten pro 

Mikroliter Blut haben, besitzen Mäuse in der Regel 300-1000 x103 Plättchen pro 

Mikroliter (McGarry et al. 2009). Die Größe humaner Thrombozyten beträgt 1-2 µm, 

Mausplättchen hingegen sind nur etwa 0,5 µm groß (Schmitt et al. 2001). Nach 

Ausschwemmung in das periphere Blut beträgt die durchschnittliche Überlebenszeit 

humaner Plättchen 10, die muriner Plättchen 3,5 Tage (Schmitt et al. 2001). Auch in 

Bezug auf den Gehalt und die Zusammensetzung der Granula gibt es Unterschiede 

zwischen Maus und Mensch. Die in geringerer Anzahl vorhandenen murinen -

Granula sind bei Mäusen wesentlich heterogener hinsichtlich ihrer Form und Größe. 

 

1.1.1 Funktion von Thrombozyten 

Zu den physiologischen Aufgaben der Thrombozyten gehört die primäre Hämostase 

(Blutstillung), die durch ein Zusammenspiel von Vasokonstriktion, 

Thrombozytenadhäsion und -aggregation gelingt. Die nach Gefäßverletzung 

eintretende Blutstillung lässt sich in drei Phasen einteilen: Plättchenadhäsion, 

Plättchenaktivierung und Plättchenaggregation. 

 

Zwischen Thrombozyten und unbeschädigtem Endothel findet normalerweise keine 

Interaktion statt. Aktivierung (z.B. durch kardiovaskuläre Risikofaktoren) oder 

Verletzung der Endothelzellschicht sind dagegen Signale für Thrombozyten, über 

Integrine (Adhäsionsmoleküle) an bestimmte Liganden zu binden (Ruggeri 2002). 

Mögliche Bindungspartner für Integrine sind vor allem Kollagen und vWF, aber auch 

Fibronektin (Beumer et al. 1995), Laminin (Hindriks et al. 1992) oder 

Thrombospondin (Jurk et al. 2003). Alle aufgeführten Proteine können über 

spezifische Integrine auf Thrombozyten mit diesen interagieren, auch wenn nur 

einige wenige eine wirklich essentielle Rolle bei der Thrombusentstehung spielen. 

Der vWF sorgt für eine indirekte, aber dafür sehr feste Adhäsion der Thrombozyten, 

indem er eine Bindung zwischen dem GPIb des Glykoprotein-Ib-IX-V–Komplexes 

der Thrombozytenmembran und dem Kollagen vermittelt. Besonders bei hohen 

Scherkräften (Stenosen, Arteriolen) ist dies von Bedeutung (Savage et al. 

1996,1998). 
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Die Plättchenadhäsion triggert die Plättchenaktivierung. Es kommt zur Freisetzung 

der Granulainhalte. ADP führt zu einer autokrinen Thrombozytenstimulation, während 

Serotonin die Kontraktion der glatten Gefäßmuskulatur fördert. Thromboxan A2 

(TXA2), Platelet-Activating-Factor (PAF), Thrombin und andere granuläre Plättchen-

Agonisten unterhalten den Vorgang der Adhäsion durch die Erhöhung der 

thrombozytären Adhäsionsfähigkeit (Junqueira et al. 2002). Die Thrombozyten 

werden größer, nehmen eine kugelige Gestalt an (Junqueira et al. 2002) und bilden 

durch Kontraktion zytoskelettaler Mikrofilamente Pseudopodien aus. Die Interaktion 

der Thrombozyten mit ADP, Thrombin und TXA2 über G-Protein-gekoppelte 

Rezeptoren führt letztendlich über einen Anstieg des zytosolischen Kalziums zur 

Aktivierung des Integrin αIIbβ3 (Fibrinogenrezeptor, GPIIb/IIIa), die gemeinsame 

Endstrecke aller Plättchen-aktivierenden Substanzen. Durch Konformationsänderung 

des Rezeptors wird dieser hoch-affin für das in großer Menge im Plasma vorhandene 

Fibrinogen. Fibrinogen fungiert als Brücke zwischen aktivierten Thrombozyten und 

dient außerdem der Anlagerung weiterer Plättchen. Die Fibrinogenbindung ist somit 

Grundlage der Aggregation. Resultat ist ein vorläufiges Thrombozytenaggregat mit 

der Funktion eines hämostatischen Pfropfs.  

 

Der plättchenabhängigen Blutstillung (1-3 Minuten) folgt die der Pfropfstabilisierung 

dienende Blutgerinnung (sekundäre Hämostase). Sie findet im Zusammenspiel mit 

den Molekülen der Enzymkaskade des Gerinnungssystems, Kalzium und negativ 

geladenen Phospholipiden statt. Ziel hierbei ist die Polymerisierung des löslichen 

Fibrinogens in ein unlösliches, stabiles Fibrinnetz (Junqueira et al. 2002). Die 

Aktivierung der Gerinnungsfaktoren kann über zwei Wege ablaufen. Man 

unterscheidet eine „endogene“ (Dauer: einige Minuten) von einer „exogenen“ 

Aktivierung (Dauer: wenige Sekunden). Bei letzterer erfolgt die Aktivierung des 

Faktor VII über die Bindung an Gewebsthromboplastin (TF, Tissue Factor, Faktor III). 

Dieses integrale Membranprotein wird von verschiedenen hämatopoetischen und 

vaskulären Zelltypen exprimiert. Eine Endothelverletzung ist somit Voraussetzung 

dafür, dass das Plasmaprotein Faktor VII mit TF in Kontakt treten und so nicht-

proteolytisch aktiviert werden kann (Boulpaep 2009). Daraufhin bildet sich der 

exogene Tenase-Komplex (Faktor VIIa, TF, Phospholipide, Ca2+), der wiederum den 

Faktor X zu Xa aktiviert (Deetjen et al. 2005). Bei der „endogenen“ Aktivierung 

werden die Enzymreaktionen durch den Kontakt von Blut mit den negativ geladenen 
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Oberflächen der verletzten Gefäßzellen ausgelöst. Genauer gesagt binden 

Präkallikrein, hochmolekulares Kininogen und FXII an diese negativ geladenen 

Oberflächen und führen zu einer Aktivierung. Weitere Enzymaktivierungen (Faktor XI 

zu XIa, Faktor IX zu IXa) folgen. Wie bei dem exogenen Weg wird schließlich Faktor 

X aktiviert. Beide Wege haben eine gemeinsame Endstrecke: Über den 

Prothrombinaktivator (Faktor Xa, Faktor Va, Phospholipide, Ca2+) kommt es 

schließlich zur Thrombin (FIIa)- und Fibrinbildung (Deetjen et al. 2005). 

 

Die Fibrinolyse dient der Thrombusauflösung. Die Aktivatoren Tissue-Type 

Plasminogen Activator (tPA) und Urokinase Plasminogen Activator (uPA) 

konvertieren inaktives Plasminogen zu Plasmin, das durch Abspaltung von 

Fibrinspaltprodukten innerhalb des Fibringerüsts eine Thrombusauflösung erzielt. 

Dieser Ablauf wird durch körpereigene Hemmstoffe wie PAI-1 (Plasminogen-

Aktivator-Inhibitor-1) begrenzt (Deetjen et al. 2005). 

 

1.1.2 Risikofaktoren und Entstehung einer Thrombose 

Thrombosen sind der Ursprung vieler schwerwiegender Folgeerkrankungen. Tiefe 

Venenthrombosen und daraus möglicherweise resultierende Lungenembolien, sowie 

Herzinfarkte und Schlaganfälle zählen zu den häufig im klinischen Alltag 

anzutreffenden Komplikationen. Es gibt bestimmte Risikofaktoren, die die Entstehung 

von Thrombosen fördern. Diese stehen im Zusammenhang mit der sog. „Virchow-

Trias“. Endothelalterationen stellen eine Säule dieser Trias dar und können 

unterschiedlicher Genese sein. Neben traumatisch bedingten Gefäßwandschäden 

(z.B. durch Operationen, Quetschungen) gibt es auch degenerative (z.B. 

Arteriosklerose, Varikosis) und entzündliche (Phlebitis, Arteriitis) 

Endothelveränderungen. Die Blutströmungsgeschwindigkeit ist ein weiterer, bei der 

Thromboseentstehung zu berücksichtigender Faktor. Eine verlangsamte oder 

gestörte Blutströmung (z.B im Rahmen von Immobilisation, Herzinsuffizienz, Schock 

oder Polyglobulie) vereinfacht die Thrombozytenadhäsion. Schließlich spielt auch die 

Blutbeschaffenheit eine Rolle. Herrscht Ungleichgewicht zwischen Blutgerinnung und 

Thrombolyse zugunsten der Gerinnung (Hyperkoagulabilität, erhöhte 

Gerinnungsneigung), ist das Risiko einer Thrombose deutlich erhöht. Dies ist 

beispielsweise bei Exsikkose, Rauchen oder post-operativ durch vermehrte 
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Freisetzung von Gerinnungsfaktoren der Fall. Aber auch Malignome, 

Entzündungsprozesse, bestimmte Medikamente (z.B. östrogenhaltige Präparate) und 

Übergewicht spielen eine wichtige Rolle.  

 

Übergewicht und das mit diesem häufig einhergehende metabolische Syndrom, 

bestehend aus Adipositas, arterieller Hypertonie, Glukoseintoleranz/Diabetes mellitus 

Typ 2, Hyperlipidämie, ist ein häufig auftretendes Gesundheitsproblem, mit 

steigender Inzidenz. Das Vorliegen eines metabolischen Syndroms birgt ein dreifach 

erhöhtes Risiko für kardiovaskuläre Komplikationen (z.B. Dieterle und Landgraf 2006, 

Rana et al. 2007). Adipositas ist auf unterschiedliche Art und Weise 

thrombosefördernd. Zum einen ist sie meist mit mangelnder Bewegung assoziiert, 

zum anderen werden im Fettgewebe Substanzen (Adipokine) synthetisiert und bei 

Übergewicht vermehrt freigesetzt, von denen einige prothrombotische bzw. 

antifibrinolytische Eigenschaften besitzen. 

 

PAI-1 ist der wichtigste physiologische Inhibitor der fibrinolytischen Faktoren uPA und 

tPA und hemmt dadurch die Fibrinolyse (Eitzman und Ginsburg 1997). PAI-1 wird 

unter anderem auch in Adipozyten produziert und Übergewicht ist mit erhöhten PAI-

1-Spiegeln im Plasma und einer reduzierten fibrinolytischen Kapazität (Samad et al. 

1996a/b, Morange et al. 1999) assoziiert. Mithilfe von Mausmodellen für arterielle 

Thrombose konnte gezeigt werden, dass PAI-1 Thrombose-stabilisierende Effekte 

hat (z.B. Farrehi et al. 1998, Konstantinides et al. 2001b).  

 

Das im Fettgewebe produzierte Adipokin Adiponektin wird bei Übergewicht 

vermindert gebildet (Hu et al. 1996). Im Mausmodell konnte gezeigt werden, dass 

Adiponektin anti-thrombotisch wirkt: niedrige Adiponektinspiegel förderten die 

Thromboseentstehung, hohe Spiegel waren protektiv (Kato et al. 2006). Adiponektin-

defiziente Mäuse zeigten nach arterieller Gefäßverletzung eine verstärkte 

Thrombusbildung (Kato et al. 2006).  

Die Wirkung des Adipokins Leptin auf Thrombozyten und die Thrombose wird 

ausführlich in Kapitel 1.2 besprochen. 
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1.2 Leptin und der Leptinrezeptor 

1.2.1 Das Adipokin Leptin 

Das Proteohormon Leptin (griechisch: λεπτός / leptos=dünn) wurde 1994 erstmals 

von Zhang Y et al. in Mäusen entdeckt. Leptin besitzt eine Molekulargröße von 16 

kDa und setzt sich aus 167 Aminosäuren zusammen (Zhang et al. 1994). Das für 

Leptin kodierende „obese-Gen“ befindet sich beim Menschen auf Chromosom 7, bei 

Mäusen liegt es auf Chromosom 6 (Zhang et al. 1994). Leptin wird überwiegend in 

den Adipozyten produziert und von diesen ins Blut sezerniert. Geringe Mengen 

werden jedoch auch in anderen Geweben wie Plazenta, Magenschleimhaut, 

Knochenmark, Skelettmuskel, Hypothalamus, Hypophyse, Mamma-Epithel und 

Knochen gebildet (Masuzaki et al 1997, Bado et al. 1998, Morash et al. 1999). 

 

Lange Zeit kannte man Leptin hauptsächlich als ein Appetit und Nahrungsaufnahme 

regulierendes „Sättigungshormon“. Die Leptinausschüttung aus den Adipozyten 

korreliert mit den Energiereserven (z.B. Banks WA 2004, Frühbeck et al. 1998). Das 

ZNS wird über diesen Botenstoff über den Energiestatus informiert und reguliert die 

Nahrungsaufnahme bzw. Energieausgabe. Steigende Serum-Leptinspiegel führen 

zur Expression und Sekretion appetitzügelnder Neuropeptide, während die Synthese 

und Sekretion appetitanregender Peptide (AgRP und NPY) gehemmt wird. Über 

einen STAT3-vermittelten Anstieg der POMC (Proopiomelanocortin)-Produktion, der 

wiederum ein Signal über das Spaltprodukt α-MSH (α-Melanozyten-stimulierendes 

Hormon) und die Melanokortin-Rezeptoren MC3 und MC4 vermittelt, resultiert ein 

Rückgang des Appetits (z.B. Elmquist et al. 1998,1999, Elias et al. 1999, Schwartz et 

al. 2000). Hunger, und der damit assoziierte niedrige Leptinspiegel, führt zu 

hormonellen und metabolischen Veränderungen, die uns letztendlich wieder Nahrung 

aufnehmen lassen (Campfield et al. 1995, Ioffe et al. 1998). 

 

Die Plasma-Leptin-Spiegel korrelieren mit der Körperfettmasse und sind deshalb bei 

Adipositas meist erhöht (Maffei et al. 1995). Im Durchschnitt liegen die Leptin-Spiegel 

schlanker Menschen bei 6,5  0,7 ng/ml und die adipöser Menschen bei etwa 49,7  

3,4 ng/ml (Dellas et al. 2008). Als Grund für das trotz hoher Plasmakonzentrationen 

des Sättigungsfaktors Leptin bestehende Übergewicht vermutet man eine 
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zentralnervöse Resistenz gegen die gewichtsreduzierenden Effekte von Leptin 

(Friedman und Halaas 1998, Münzberg et al. 2005). Verschiedene Ursachen für 

diese Resistenz werden diskutiert: Neben leptinbindenden Plasma-Proteinen wie z.B. 

das C-reaktive Protein (Chen et al. 2006), könnten auch (Transport-) Störungen der 

Blut-Hirn-Schranke (Münzberg et al. 2005) für die Leptinresistenz verantwortlich sein. 

Aber auch Post-Rezeptor-Ereignisse wie die Leptin-vermittelte Tyr985-

Phosphorylierung und SOCS3-Generierung (SOCS3 bindet an das Tyr985 und Jak2 

und schwächt so die Leptin-induzierte Signaltransduktion) führen zu einer Abnahme 

der Leptinsignalwirkung und begünstigen so die zelluläre Leptinresistenz (Bjørbaek 

et al. 2000). 

 

1.2.2 Der Leptinrezeptor: Aufbau und Funktion 

Der Leptinrezeptor ist ein Transmembranrezeptor, der aufgrund seiner strukturellen 

Ähnlichkeit zu Zytokinrezeptoren der sog. Klasse-1-Zytokinrezeptor-Familie angehört 

(Tartaglia 1997). Die Signaltransduktion dieser Rezeptoren läuft über JAKs (Janus-

Kinasen) und STATs (signal transducers and activators of transcription). Durch 

unterschiedliches Spleißen des ObR-Gens, können letztendlich sechs verschiedene 

Isoformen des Leptinrezeptors (OB-Ra, OB-Rb, OB-Rc, OB-Rd, OB-Re, OB-Rf) 

entstehen (Lee et al. 1996, Wang et al. 1998). Allen Isoformen gemein ist dabei eine 

aus 800 Aminosäuren bestehende extrazelluläre Domäne und eine 34 Aminosäuren 

große Transmembrandomäne. Die intrazelluläre Domäne hingegen variiert, was dazu 

führt, dass sich die Isoformen noch einmal in drei Klassen (kurz, lang, löslich) 

einteilen lassen. Die lange Form (OB-Rb) gilt als die funktionelle Form. Grund hierfür 

ist die erweiterte intrazelluläre Domäne, die sich aus 300 zytoplasmatischen Resten 

zusammensetzt. Diese enthalten die für die Interaktion mit anderen 

Signaltransduktionsproteinen wichtigen und für die Aktivierung des Signalweges 

notwendigen, verschiedenen Motive (Tartaglia et al. 1995). Die Leptinbindung führt 

zu einer Aktivierung von Jak2-Molekülen, was zur Folge hat, dass Jak2 sich selbst 

und den Leptinrezeptor phosphoryliert (Tartaglia 1997, Kloek et al. 2002). Die weitere 

Signaltransduktion läuft über drei unterschiedliche Pfade. Ein Weg führt hierbei über 

phosphoryliertes Tyrosin 985 (Tyr985) und die SHP-2 (SH-containing tyrosine 

phosphatase) und ist hauptsächlich für die Aktivierung der ERK (extracellular signal 

regulated kinases; Mitglieder der MAPK) verantwortlich (Banks et al. 2000, Bjørbaek 
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et al. 2001). Die Phosphorylierung von Tyrosin 1138 (Tyr1138) ist Voraussetzung für 

die STAT3-Aktivierung nach Leptinstimulation. Nach Translokation von STAT3-

Dimeren in den Zellkern wird unter anderem die Transkription von SOCS3 

(suppressor of cytokine signaling 3)-Gens vermittelt (Banks et al. 2000, White et al. 

1997), welcher über Rückkopplungsmechanismen als Inhibitor der Leptin-vermittelten 

Signaltransduktion bei chronischer Leptinstimulation fungiert (Bjørbaek et al. 2000). 

Bindung des SOCS3-Proteins an phosphoryliertes Tyr985, aber auch direkt an Jak2 

resultiert in der Hemmung Leptinrezeptor-vermittelter Signaltransduktion (Bjørbaek et 

al. 2000; Dunn et al. 2005, Sasaki et al. 1999). Der dritte Signalweg läuft über das 

Tyr1077 (Tyrosin 1077) und die STAT5-Aktivierung. Welche Bedeutung diesem Pfad 

in der physiologischen Leptinantwort zukommt, bleibt jedoch bislang unklar. 

 

 

Abb.1 Rolle spezifischer Phosphotyrosine innerhalb des Leptinrezeptors bei 
der Leptin-vermittelten Signaltransduktion (Frühbeck 2006, S. 10) 
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Das Fehlen der langen Isoform des Leptinrezeptors charakterisiert die db/db-Maus 

(db=diabetes) und ist für ihren adipösen Phänotyp verantwortlich (Chua Jr et al. 

1996). Leptin-Injektionen erzielten bei diesem Genotyp keinen Gewichtsverlust 

(Maffei et al. 1995). Im ob/ob-Mausmodell hingegen brachte die Injektion den 

erwünschten Erfolg der Gewichtsreduktion (Halaas et al. 1995), da die adipöse 

Konstitution dieser Mäuse auf einer mutationsbedingten Leptindefizienz beruht, der 

Rezeptor für Leptin aber vorhanden ist. 

 

OB-Rb wird vor allem im Hypothalamus exprimiert, während die kurzen Isoformen 

(OB-Ra, OB-Rc) sich eher im Plexus choroideus und auf Mikrogefäßen finden. Dort 

wird ihnen eine mögliche Funktion bei der Leptinaufnahme bzw. -abgabe in den 

Liquor und dem Leptintransport über die Blut-Hirn-Schranke zugesprochen (Bjørbaek 

und Kahn 2004, Hileman et al. 2002). OB-Re (lösliche Isoform) fehlt die intrazelluläre 

Domäne. Die genaue Funktion ist unklar, besteht aber möglicherweise in der 

kompetitiven Hemmung der Bindung von Leptin an seinen Rezeptor und könnte 

damit ebenfalls ein Mediator der sog. Leptinresistenz sein.  

 

1.2.3 Leptins prothrombotische Wirkung auf Plättchen  

Im Jahr 1999 konnten Nakata et al. erstmals die Expression des Leptinrezeptors 

(lange Isoform) auf humanen Blutplättchen und eine Leptin-vermittelte Verstärkung 

der agonisten-induzierten Plättchenaggregation zeigen (Nakata et al. 1999). Diese 

ersten Befunde wurden kurz darauf ergänzt und es konnte gezeigt werden, dass 

Leptin die Plättchenaggregation in vitro und die arterielle Thrombose in vivo fördert. 

Außerdem wurde herausgefunden, dass die lange Isoform des Leptinrezeptors für 

diese Effekte notwendig ist (Konstantinides et al. 2001a). 

 

Mithilfe verschiedenster Versuchsmodelle (in vivo) konnte in Mäusen die 

prothombotische Wirkung von Leptin genauer untersucht werden: Im Eisen-Chlorid-

Modell wurden Mäusen artifizielle Verletzungen der Arteria carotis zugefügt, somit 

eine arterielle Thrombose induziert und die Zeit bis zum Gefäßverschluss gemessen. 

Leptin-defiziente Mäuse wiesen trotz Übergewicht und assoziierter metabolischer 

Störungen verlängerte Thrombosezeiten und instabile Thromben im Vergleich zu 

WT-Tieren auf (16 vs. 8,5 min), durch Injektion rekombinanten Leptins konnte der 
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Phänotyp einer WT-Maus wiederhergestellt werden. Für die Bedeutung des Leptin-

Rezeptors für die prothrombotische Wirkung von Leptin sprechen Befunde, dass 

db/db-Mäuse nicht auf Leptin reagieren (Konstantinides et al. 2001a). 

 

Mit einem anderen Gefäßverletzungs-Modell (Rose-Bengal-Modell) und 

photochemischer Induktion einer arteriellen Thrombose ließen sich ebenfalls 

unterschiedlich lange Okklusionzeiten (WT: 42,2 min; ob/ob: 75,2 min, db/db: 68,6 

min) nachweisen und der Beitrag von Leptin zur Förderung arterieller Thrombosen 

bestätigen (Bodary et al. 2002). Nach Knochenmarktransplantation von 

Leptinrezeptor-defizienten (db/db) in WT-Mäuse verlängerte sich die Okklusionszeit 

(von 22,3 min auf 56,8 min) der Empfänger-Mäuse. Das Zusammenspiel von Leptin 

und der langen Isoform des Rezeptors ist für die Leptinantwort notwendig und somit 

für die Thrombusgenese wichtig (Bodary et al. 2002). 

 

Mit dem Kollagen-Epinephrin-Modell wurde einige Jahre später dann auch der 

Zusammenhang zwischen Leptin und venösen Thrombosen bzw. Lungenembolien 

untersucht. WT-Mäuse wurden mit unterschiedlichen Antikörpern vorbehandelt. Eine 

Gruppe erhielt unspezifisches IgG, die andere einen leptinneutralisierenden 

Antikörper. Nach Kollagen-Epinephrin-Injektion in die Jugularvene überlebten 

weniger als 10% aus der ersten, hingegen 60% aus der zweiten Gruppe. Daraus ließ 

sich schlussfolgern, dass endogenes Leptin auch eine entscheidende Rolle in der 

venösen Thrombusbildung spielt und das Nichtvorhandensein (ob/ob) bzw. das 

Neutralisieren von Leptin vor venösen Thrombosen und Lungenembolien schützt 

(Konstantinides et al. 2004). Die histochemische Untersuchung von Lungengewebe 

zeigte zwar fibrin- und plättchenreiche Thromben in beiden Genotypen, eine 

quantitative histologische Analyse Masson-Trichom gefärbter Schnitte machte jedoch 

deutlich, dass erheblich mehr Gefäße bei WT-Mäusen okkludiert waren 

(Konstantinides et al. 2004). 

 

Die Erkenntnisse über die prothrombotischen Wirkungen von Leptin in Mausmodellen 

führten zu genaueren Untersuchungen des Leptineffekts auch auf humanen 

Plättchen. Aggregationsstudien ergaben neben dem schon bekannten verstärkenden 

Effekt von Leptin auf die agonisteninduzierte (ADP, Epinephrin, Kollagen) 

Thrombozytenaggregation interessanterweise unterschiedliche Ansprechraten auf 
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Leptin („Responder“= schwache ADP-induzierte Aggregation konvertiert durch Leptin 

in eine irreversible Aggregation; „Non-Responder“= keine Verstärkung der ADP-

vermittelten Aggregation durch Leptin), möglicherweise aufgrund individuell 

unterschiedlicher Expressionsdichte des Leptinrezeptors und damit Leptinbinding an 

Thrombozyten (Giandomenico et al. 2005). Plasmafaktoren (Giandomenico et al. 

2005) oder die Konstitution des Blutspenders (adipös vs. normalgewichtig) konnten 

dagegen als Ursachen ausgeschlossen werden (Dellas et al. 2008).  

 

Aus den Ergebnissen der o.g. Studien wurde geschlossen, dass die Hyperleptinämie 

bei Übergewicht zum erhöhten Thromboserisiko übergewichtiger Personen beitragen 

könnte. In dieser Hinsicht konnte auch in klinischen Studien gezeigt werden, dass 

Leptin eine Rolle als unabhängiger Faktor (d.h. nach Berücksichtigung von Alter, 

Geschlecht, BMI, CRP-Spiegel) in der Entwicklung einer Koronararterienverkalkung 

spielt und als Risikofaktor für die Entstehung einer koronaren Herzkrankheit oder 

eines Herzinfarktes anzusehen ist (Qasim et al. 2008, Wallace et al. 2001, Soderberg 

et al. 1999). Darüber hinaus konnte festgestellt werden, dass die Reaktivität von 

Blutplättchen hyperleptinämischer Personen auf Leptin erhalten bleibt, d.h. sie 

weisen keine Resistenz gegen Leptin auf (Dellas et al. 2008). Aber es gibt auch 

Studien, die dem widersprechen. Im Rahmen der „Quebec Cardiovascular Study“ 

kamen Couillard et al. 1998 zu dem Ergebnis, dass Leptin kein Risikofaktor für 

kardiovaskuläre Ereignisse ist. 

 

Hinsichtlich der Wirkungsmechanismen von Leptin nach Bindung an seinen Rezeptor 

auf Blutplättchen konnte bislang gefunden werden, dass die Stimulation mit Leptin 

(allein und zusammen mit ADP) eine Größenzunahme und dosisabhängige 

Verstärkung der Fibrinogenrezeptorexpression und Zunahme der Adhäsion an 

Fibrinogen nach sich zieht (Dellas et al. 2007). Diese Ergebnisse verdeutlichen den 

Einfluss Leptins auf die Thrombozytenadhäsion und –aktivierung, allerdings sind die 

genauen Wege noch unverstanden. Aus der Untersuchung der intrazellulären 

Signaltransduktion mithilfe von Western-Blot-Analysen resultierte nach Leptinbindung 

eine zeit- und dosisabhängige Phosphorylierung von Jak2 und STAT3. Die 

Aktivierung von Jak2 führt wiederum zu einer Phosphorylierung der PLCγ2 

(Phospholipase Cγ2) und der PI3K (Phosphatidylinositol 3-Kinase) und nachfolgend 

der PKC (Proteinkinase C). Die Aktivierung des Fibrinogenrezeptors konnte mit 



  12 

Hemmstoffen gegen die oben genannten Signaltransduktionsmoleküle gehemmt 

werden. 

 

Ein anderer Schenkel der Signaltransduktion führt über den p38-MAP-Kinase-PLA2- 

(Phospholipase A2) Signalweg zu einer vermehrten Thromboxan-A2-Bildung. Diese 

verstärkte Bildung des prothrombotischen Proteins konnte auch 

durchflusszytometrisch mit Messungen in leptinstimuliertem PRP (im Vergleich zu 

unstimuliertem PRP) bestätigt werden (Dellas et al. 2007). Beiden Signalwegen 

gemein ist die resultierende verstärkte Plättchenaggregation.  

Bislang ungeklärt bleibt die Bedeutung der Leptin-induzierten STAT3-Aktivierung in 

Blutplättchen. 

A

bb. 2 Leptin-induzierte Signaltransduktion in Thrombozyten( aus eigener 

Arbeitsgruppe). 
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1.3 Die ObRs/s-Maus und ihre Eigenschaften 

Die ObRs/s-Maus (leprS1138) wurde von Prof. Martin Myers generiert und 

hinsichtlich ihres metabolischen Phänotyps näher beschrieben (Bates et al. 2003). 

Das den Leptinrezeptor kodierende Gen wurde durch ein Allel ersetzt, in welchem 

der Tyrosinrest an Stelle 1138 des Leptinrezeptors durch Serin ersetzt worden war. 

Aufgrund dieser Mutation ist die Leptin-induzierte Aktivierung von STAT3 über die 

lange Isoform des Leptinrezeptors (OB-Rb) nicht mehr möglich. Somit eignen sich 

diese Mäuse zur Untersuchung der Funktion. bzw. Notwendigkeit des 

Transkriptionsfaktors STAT3 für die Vermittlung der Wirkung von Leptin über seinen 

Rezeptor. Die bisherigen Untersuchungen dieser Mäuse führten zu folgenden 

Ergebnissen. Ebenso wie db/db-Mäuse sind sie hyperphagisch, haben einen 

geringeren Energieumsatz und eine Schilddrüsenunterfunktion. Das Resultat ist eine 

ausgeprägte Adipositas und ein stark erhöhter Serum-Leptinspiegel (WT= 3,4 ng/ml, 

s/s= 56,8 ng/ml). Im Vergleich zu db/db-Mäusen sind sie länger (db/db= 85 mm, s/s= 

95 mm) und weniger hyperglykämisch (Glukose: db/db= 29,7 mM, s/s=14 mM, WT= 

8,5 mM). Weibliche ObRs/s-Mäuse sind im Ggs. zu db/db-Mäusen zwar fertil, 

produzieren jedoch keine Milch und die Neugeborenen eines homozygoten Paares 

versterben innerhalb von 24 Stunden an Mangelernährung (Bates et al. 2003). 

Überlebensfähige Nachkommen können demnach nur durch die Verpaarung zweier 

heterozygoter (s/+) Mäuse gezeugt werden. 

 

Abb. 3 Schematische Darstellung der Generierung der ObRs/s-Maus (Bates et al. 2003). 
Die Entwicklung eines Vektors diente dem Austausch des Tyrosinrestes durch einen 
Serinrest im Exon 18b des Zielgens. Des Weiteren wurde eine Neomycin-Kassette dem 
Exon 18b nachgeschaltet. 
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1.4 Ziel der Arbeit 

Klinische und experimentelle Studien konnten zeigen, dass das im Fettgewebe 

produzierte Adipokin Leptin über seinen Rezeptor auf Thrombozyten die 

Plättchenaggregation verstärkt und die arterielle und venöse Thrombose fördert. 

Adipositas geht mit einer vermehrten Expression von Leptin im Fettgewebe und 

erhöhten Leptinspiegeln in der Zirkulation einher (Maffei et al. 1995) und man 

vermutet, dass die Hyperleptinämie eine Ursache des erhöhten kardiovaskulären 

Risikos bei Übergewicht darstellen könnte. 

 

Vorarbeiten in Blutplättchen zeigen, dass die Bindung von Leptin an seinen Rezeptor 

die Signaltransduktionsmoleküle Jak2 und STAT3 aktiviert. Während die Funktion 

von Jak2 für die Aktivierung nachfolgender Signalwege nachgewiesen werden 

konnte, ist die Auswirkung der STAT3-Aktivierung bislang unklar.  

 

Ziel der vorliegenden Arbeit war zu untersuchen, welche Bedeutung die STAT3-

vermittelte Signaltransduktion für die Effekte von Leptin auf Thrombozyten und die 

Förderung der Plättchenadhäsion und -aktivierung hat. Um diese Fragestellung zu 

beantworten, wurden Mäuse verwendet, bei denen das Tyrosin 1138 im 

Leptinrezeptor durch ein Serin ersetzt worden war und somit eine Leptin-induzierte 

Bindung von STAT3 an den Leptinrezeptor und nachfolgende Aktivierung unmöglich 

wurde (Bates et al. 2003).  

 

Nach Ausschluss grundlegender Störungen der Hämatopoese durch Anfertigung von 

Blutbildern wurden zunächst basale Thrombozytenfunktionstests durchgeführt. Mit 

dem hierfür angewendeten sog. „Tail Bleeding Assay“ sollten Unterschiede zwischen 

den Genotypen (WT- vs. ObRs/s-Maus) festgestellt bzw. ausgeschlossen werden. 

Mittels geeigneter Adhäsionsversuche und durchflusszytometrischer Analysen 

wurden Unterschiede zwischen beiden Genotypen hinsichtlich des Effekts von Leptin 

auf die Adhäsion von Thrombozyten an Fibrinogen, die Bindung von Fibrinogen 

sowie die Expression des (aktivierten) Fibrinogenrezeptors untersucht. Die über den 

Leptinrezeptor ablaufende Signaltransduktion wurde nach Stimulation aus dem 
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Vollblut von Mäusen isolierter Thrombozyten mit Leptin mithilfe von Western-Blot-

Analysen untersucht. 
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2 Material und Methoden 

2.1 Verwendete Geräte und Materialien 

2.1.1 Chemikalien 

Sigma-Aldrich; München, Deutschland: 

 Albumin aus Rinderserum (BSA) 

 Aprotinin 

 Apyrase (Grad VII, lyophilisiertes Puder) 

 Ethylendiamintetraacetat (EDTA)  

 Kalziumchlorid 

 Leupeptin 

 β-Mercaptoethanol 

 Natriumchlorid (NaCl) 

 Natriumdodecylsulfat (SDS) 

 Natriumfluorid (NaF) 

 Natriumorthovanadat (Na3VO4) 

 Natriumzitrat  

 2-Propanol 

 Pepstatin A 

 Phenylmethansulfonyl-Fluorid (PMSF)  

 Phorbol 12-myristate 13-acetate (PMA)  

 Ponceau S 

 Prostaglandin E (PGE) 

 Triton X-100 (Polyethylenglykol tert-octylphenyl Ether) 

 Trizma Base (C4H11NO3) 

 Trizma Hydrochlorid (C4H11NO3 – CIH) 

 Tween 20 

 Zitronensäure 
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Merck; Darmstadt, Deutschland: 

 D-Glukose (Dextrose) 

 Ethanol 

 Kaliumchlorid (KCl) 

 Methanol 

 Natriumdihydrogenphosphat (NaH2PO4) 

 Natriumdihydrogenphosphat-Monohydrat (NaH2PO4*H2O) 

 Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3) 

 Natriumcarbonat (Na2CO3) 

 Natronlauge (NaOH) 

 Magnesiumchlorid-Hexahydrat (MgCl2*6H2O) 

 

 

Roth; Karlsruhe, Deutschland: 

 Glyzin  

 RotiphoreseGel 40 37,5:1 (gasstabilisierte, wässrige 40% Acrylamid-, 

Bisacrylamid-Stamm-lösung im Verhältnis 37,5:1) 

 TEMED (N,N,N',N'-Tetramethylethylendiamin) 

 

 

Sonstige: 

 HEPES (Appli Chem; Darmstadt, Deutschland) 

 Isofluran, 1-Chloro-2,2,2-Trifluoroethyl-Difluoromethylether (Abbott; 

Wiesbaden, Deutschland) 

 Natriumchlorid (NaCl) 0,9% (Braun; Melsungen, Deutschland) 

 Natriumphosphat, Monobasic, Monohydrat (NaH2PO4*H2O) (Calbiochem® 

über Merck, Darmstadt, Deutschland)  

 Phosphat-gepufferte Kochsalzlösung (PBS), kalzium- und magnesiumfrei 

(Invitrogen; Karlsruhe, Deutschland) 
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2.1.2 Geräte 

Coulter Ac.T 5diff-Serie, Beckman Coulter; Krefeld, Deutschland 

Durchflusszytometer FACScan, FACSCalibur, Becton Dickinson; Heidelberg, 
Deutschland 

Entwicklungsmaschine SRX-101A, Konica Minolta; München, Deutschland 

Fluoreszenzmikroskop Axiovert 200, Zeiss; Göttingen, Deutschland 

Lichtmikroskop Zeiss; Göttingen, Deutschland 

Photometer Bio-Tek; Bad Friedrichshall, Deutschland 

Schüttler SSL4, stuart über Roth; Karlsruhe, Deutschland 

Thermomixer Eppendorf; Wesseling-Berzdorf, Deutschland 

Wärmeschrank Memmert; Büchenbach, Deutschland 

Zentrifugen ROTANTA/S, Hettich-Zentrifugen; Tuttlingen, 
Deutschland 
 

Zentrifuge 5415D, Eppendorf; Wesseling-Berzdorf, 
Deutschland 

Vortex Genie 2 Scientific Industries über Roth; Karlsruhe, Deutschland 

Waagen Sartorius; Göttingen, Deutschland 

Scout, Ohaus; Gießen, Deutschland 

 

2.1.3 Versuchstiere 

Die für die Versuche notwendigen Wildtyp-Mäuse (C57Bl/6) stammten aus der Zucht 

der Zentralen Tierexperimentellen Einrichtungen (ZTE). Die ObRs/s-Mäuse 

(leprS1138) wurden uns von Prof. Martin Myers Jr. (University of Ann Arbor, 

Michigan, USA) zur Verfügung gestellt (Bates et al. 2003) und dann ebenfalls in der 

ZTE weitergezüchtet, durch Verpaarung heterozygoter Nachkommen. 
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2.2 Methoden 

2.2.1 Charakterisierung der Versuchstiere 

2.2.1.1 Gewicht 

Um den Verlauf der Gewichtszunahme und Unterschiede zwischen den Genotypen 

beurteilen zu können, wurden die Wildtyp- und die ObRs/s-Mäuse zu verschiedenen 

Zeitpunkten nach der Geburt (2. Monat bis 12. Monat) gewogen. 

 

2.2.1.2 Erstellung eines Blutbildes 

Zum Ausschluss grundlegender Unterschiede in der Hämatopoese und der zellulären 

Zusammensetzung des Blutes wurden Blutbilder beider Maustypen angefertigt. Dazu 

wurde den Mäusen mithilfe heparinbeschichteter Kapillarröhrchen eine geringe 

Menge Blut (etwa 20 µl) aus einem Venenplexus hinter dem Auge entnommen und 

dieses in einem Eppendorf-Cup (1,5 ml Fassungsvermögen) im Verhältnis 1:3 mit 

0,9%iger Kochsalzlösung verdünnt. Ein Gesamtvolumen von etwa 45 µl sollte 

vorhanden ein, damit das Gerät ein valides Ergebnis erzielen kann. 

 

Auswertung 

Das von der Maschine errechnete Ergebnis wurde infolge der anfangs 

vorgenommenen Blutverdünnung mit drei multipliziert. So erhielt man je nach 

Parameter (Leukozyten [103/µl], Erythrozyten [106/µl], Hämoglobin [g/dl], Hämatokrit 

[%]) das endgültige Ergebnis. Die maschinell errechnete Thrombozytenzahl war 

systembedingt, durch zu geringe Thrombozytengröße bei Mäusen, nicht verwertbar. 

Die Thrombozyten mussten daher manuell ausgezählt werden. 

 

2.2.1.3 Thrombozytenzählung 

Mittels einer Zählkammer nach Neubauer und einer sog. Zählflüssigkeit (Thrombo 

Plus®, Sarstedt; Neuss, Deutschland) wurden die Mausthrombozyten beider 

Genotypen manuell unter dem Lichtmikroskop bei 40facher Vergrößerung gezählt. 

Die Blutentnahme, 20 µl wurden benötigt, erfolgte wieder mit einem 

heparinbeschichteten Kapillarröhrchen aus dem Venenplexus hinter dem Auge. 

Anschließend erfolgte das Durchmischen des Blutes und der Zählflüssigkeit im 
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Verhältnis 1:100 und Ruhen für fünf Minuten bei RT. Danach wurde erneut gut 

durchmischt und die Zählkammer befüllt. Es folgte eine fünf- bis zehnminütige 

Inkubation in einer feuchten Kammer. Dabei sedimentierten die Thrombozyten. 

 

Auswertung 

Die in den 5 Quadraten gezählten Thrombozyten wurden mit 5000 multipliziert. So 

erhielt man die Thrombozytenzahl pro µl. Diese wurde mit den Referenzwerten für 

Mäuse (300-1000 x103/ µl Blut) verglichen. 

 

2.2.2 Isolation von Blutplättchen 

Basismaterial zahlreicher Versuche waren isolierte Thrombozyten. Zum Vergleich 

erfolgte die Isolation humaner (Blutentnahme von freiwilligen, gesunden Probanden) 

und muriner Blutplättchen.  

 

2.2.2.1 Plättchenisolation aus Mausblut 

Die Maus wurde mittels Isofluran anästhesiert und auf dem Rücken liegend fixiert. 

Anschließend erfolgte das Aufziehen von Acid-Citrate-Dextrose (ACD) (finale 

Verdünnung 1:5) in eine 1-ml-Spritze, um eine Koagulation des Blutes zu verhindern.  

 

Acid-Citrate-Dextrose (ACD): 

65 mM Zitronensäure 

85 mM Natriumzitrat 

2% Dextrose 

Auffüllen mit A. dest. 

 

Danach wurde das Herz der Maus mit einer 25-G-Nadel punktiert und 1 ml Blut 

langsam, unter möglichst wenig Zug, entnommen, und in ein U-förmiges 

Plastikröhrchen, in dem sich 1 ml Tyrode-Puffer pH 6,5 befand, geträufelt. 

Vermengen durch Überkopf-Mischung. Die Aktivierung der Blutplättchen wurde durch 

vorsichtige Handhabung zu jedem Zeitpunkt versucht zu vermeiden.  
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Tyrode-Puffer: 

1,37 M NaCl  

26,8 mM KCl  

9 mM NaH2PO4 

50 mM Hepes  

27,8 mM Dextrose  

Auffüllen mit A. dest. 

 

Anschließend erfolgte die Herstellung von plättchenreichem Plasma (PRP). Hierzu 

wurden die jeweiligen Röhrchen in eine Zentrifuge gestellt und bei Raumtemperatur 

für etwa 10 min bei 900 rpm zentrifugiert. Abpipettieren des gewonnenen PRP mittels 

Transferpipette in ein neues Röhrchen. Der blutzellreiche Rest wurde erneut für 10 

min bei 900 rpm zentrifugiert und das PRP anschließend mit dem aus der ersten 

Zentrifugation gewonnenen gepoolt. Hinzugabe von 1 µM Prostaglandin E1 (PGE1 

stock: 1 mM) und 1 U Apyrase (Apyrase stock: 1 U/ µl) pro ml PRP in jedes 

Röhrchen, um eine vorzeitige Aggregation der Plättchen zu verhindern. Nach 

fünfminütiger Inkubation bei RT erfolgte eine erneute Zentrifugation. Sie diente der 

Waschung der Plättchen und lief für 10 min bei 2500 rpm. Das entstandene Pellet 

wurde anschließend nach Verwerfen des Überstandes in 1 ml modifizierten Tyrode-

Puffer pH 6,5 (+ 1 µM PGE1 und 1 U Apyrase/ml) resuspendiert. Es folgten zwei 

Minuten Inkubation und eine letzte Zentrifugation bei 2500 rpm für fünf Minuten. Der 

Überstand wurde wieder verworfen und das Pellet je nach Größe in 50-200 µl 

Tyrode-Puffer pH 7,4 resuspendiert (1 mM CaCl2 enthaltend). Abschließend erfolgte 

je nach Protokoll eine Leptinstimulation (rekombinantes Maus-Leptin 498-OB, R&D 

Systems; Wiesbaden, Deutschland). 

  

2.2.2.2 Plättchenisolation aus humanem Blut  

Die Plättchenisolation aus Humanblut erfolgte mit einigen Abweichungen. Deshalb 

hier noch einmal eine kurze Darstellung zum Vergleich. Das Blut (ca. 10 ml) wurde 

unter möglichst wenig Stauung im Verhältnis 1:10 in 3,8%igem Natrium-Zitrat 

abgenommen, in ein U-förmiges Plastikröhrchen geträufelt und für 20 min bei 900 

rpm zentrifugiert. Danach erfolgte das Überführen des gewonnenen PRPs in ein 

neues Röhrchen. Nachfolgend wurden 2 µM PGE1 hinzugegeben und erneut für 20 
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min bei jetzt 1700 rpm zentrifugiert. Nach Verwerfen des Überstandes erfolgte die 

Resuspension des Pellets in 2 ml Tyrode-Hepes-Puffer + 2 µM PGE1. Wiederholung 

dieses Schrittes nach einer weiteren Zentrifugationsrunde bei 1700 rpm (18 min). Es 

folgte ein letztmaliges Abgießen des Überstandes und die Resuspension des Pellets 

in 207 µl Tyrode-Hepes-Puffer. Anschließende Stimulation der Blutplättchen 

 

2.2.3 Proteinlysate 

2.2.3.1 Herstellung von Proteinlysaten 

Die resuspendierten Pellets aus Abschnitt 2.2.2.1 und 2.2.2.2 wurden im Verhältnis 

1:1 mit Lyse-Puffer und Zusatz von Proteaseinhibitoren lysiert und homogenisert. Für 

Mausplättchen erwies sich ein zwei-fach konzentrierter Lyse-Puffer als besser 

geeignet. 

 

Lyse-Puffer:  

Triton-X-Puffer (nativ): Proteaseinhibitoren: 

1% Triton-X  1 mM PMSF 

150 mM NaCl  4 mM Aprotinin  

50 mM Trizma® Hydrochlorid 4 mM Leupeptin  

5 mM EDTA pH 7,5 0,7 mM Pepstatin A  

 
Phosphataseinhibitoren: 

 

20 mM NaF  

1 mM Na3VO4  

 

Um eine maximale Ausbeute an Protein zu erhalten, wurden die Proteinlysate für 

eine Stunde auf Eis gestellt und anschließend bei -20°C über Nacht eingefroren. 

 

2.2.3.2 Bicinchoninic Acid (BCA) Assay  

Zur Bestimmung des Proteingehaltes wurden die Proben (Proteinlysate) aufgetaut 

und anschließend 1:10 in A. dest. verdünnt. Nach Herstelleranleitung erfolgte das 

Mischen von Reagenz A und Reagenz B (beides BCA Protein Assay Reagent, 

Thermo Fisher Scientific; Schwerte, Deutschland) im Verhältnis 1:50. Danach wurden 
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jeweils 200 µl pro Well einer 96-Well-Platte vorgelegt, 25 µl der Standard-Albumin-

Verdünnungsreihe (aus Albumin Standard, Fisher Thermo Scientific; Schwerte, 

Deutschland) (2000-3,9 µg/ml) und 25 µl der Proben dazupipettiert und vermischt. 

Inkubation der Gemische für 30 min bei 37°C. Im Anschluss wurde der Proteingehalt 

bei 562 nm am Photometer gemessen und in µg/µl notiert. 

 

2.2.4 Western-Blot-Analyse 

2.2.4.1 SDS-Polyacrylamid-Gel-Elektrophorese  

Durch SDS-Polyacrylamid-Gel-Elektrophorese wurden Proteine der Größe nach in 

einem elektrischen Feld aufgetrennt. Hierfür benötigte man zwei saubere 

Glasplatten, die nach Herstelleranleitung zusammengelegt und in einen dafür 

vorgesehenen Halter geklemmt wurden (alles Bio-Rad; München, Deutschland). 

Anschließend erfolgte das Zusammengeben der Trenngel-Substanzen. Diese 

wurden danach zwischen die Glasplatten pipettiert. Das Gel sollte die vordere 

kleinere Glasplatte zu 75% bedecken. Um Blasenfreiheit und eine gerade Gelkante 

zu erhalten, gab man etwas Isopropanol über das gegossene Gel. Nach Festigung 

des Gels wurde das Isopropanol abgeschüttet, die Gelkante mit destilliertem Wasser 

gereinigt und das frisch angesetzte Sammelgel aufgetragen. 

 

Trenngel 8%ig Sammelgel 4%ig 

A.dest. steril 4,7 ml A. dest. steril 6,1ml 

Rotiphorese® 2,7 ml Rotiphorese® 1,3 ml 

1,5 M Tris-HCl pH 8,8 (2,5 ml) 1,5 M Tris-HCl pH 6,8 (2,5 ml) 

10% w/v SDS (100µl) 10% w/v SDS (100 µl) 

10% APS (50µl) 10% APS (50 µl) 

TEMED (5µl) TEMED (10 µl) 

 

Dieses sollte den Zwischenraum bis zur Glasplattenkante auffüllen. Anschließend 

wurde der Kamm blasenfrei in das Sammelgel gesteckt und während der Zeit des 

Trocknens zu den Proben gleichen Proteingehalts PBS und Lämmli-Puffer 

hinzupipettiert. Dies diente zum Erhalt eines einheitlichen Endvolumens.  
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2X Lämmli-Puffer (sog. Blau-Puffer): 

0,125 M Trizma® Base  

4% Natrium-Dodecyl-Sulfat (SDS) 

20% Glyzerol  

0,01% Bromphenolblau 

10% -Mercaptoethanol 

Auffüllen mit A. dest. 

 

Danach wurden die Proben zur Denaturierung für fünf Minuten bei 100°C erhitzt. Vor 

dem Auftragen der Proben stellte man diese für eine Minute auf Eis und zentrifugierte 

noch einmal kurz. Es folgte die vorsichtige Entfernung des Kammes und das 

Ausspülen der Geltaschen mit A. dest., um alle Gelreste zu entfernen. Die 

Glasplatten mitsamt dem Gel wurden nun nach Herstelleranleitung in die 

vorgesehene Vorrichtung gesteckt und diese in eine Box gehängt. Nach Auffüllen 

des Puffertanks mit Laufpuffer erfolgte das Auftragen der Proben und des Markers 

(Precision Plus Protein, Dual Color Standards) in die Geltaschen. Dies geschah 

mithilfe spezieller Pipettenspitzen (alles Bio-Rad; München, Deutschland). 

 

5X Laufpuffer: 

123 mM Trizma® Base 

959 mM Glyzin 

1 mM Natrium-Dodecyl-Sulfat (SDS) 

Auffüllen mit A. dest. 

 

Die Box wurde mit einem Deckel verschlossen, dessen Kabel mit dem Netzgerät 

verbunden waren. Die Elektrophorese begann bei einer Spannung von 140 Volt. 

Sobald alle Proben die Taschen verlassen und das Trenngel erreicht hatten, wurde 

auf 200 V gesteigert. Die Auftrennung der Proteine erfolgte so lange, bis die 

erwünschte Höhe (kDa) erreicht war. Nach Abschalten des Netzgerätes und 

Entfernung des Deckels wurden nun die Glasplatten aus der Vorrichtung genommen 

und vorsichtig voneinander getrennt.  
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2.2.4.2 Western Blot 

Für den Blot musste das Trenngel vorsichtig mit einem Skalpell ausgeschnitten und 

in ein Schälchen mit 1X Transferpuffer gelegt werden. Ebenso wurden zwei 

Schwämme, Filterpapier und eine Nitrozellulose-Membran (Protran®, Whatman; 

Dassel, Deutschland) passender Größe in Transferpuffer getränkt. Der Halter für den 

Blot wurde anschließend in folgender Reihenfolge beladen: Schwamm, Filterpapier, 

Gel, Nitrozellulose-Membran, Filterpapier Schwamm. Es war darauf zu achten, dass 

zwischen dem Gel und der Membran keine Blasen entstanden. Nach Zuklappen des 

Halters wurde das „Sandwich“ zwischen die beiden Elektroden in die Blotbox 

gesteckt, über den Deckel eine Verbindung zum Netzgerät hergestellt und eine 

Spannung von 100 V angelegt. Nach einer Stunde wurde der Blot beendet und das 

„Sandwich“ vorsichtig auseinandergebaut. 

  

Transferpuffer 10X Transferpuffer 1X  

250 mM Trizma® Base 100 ml 10x Transferpuffer  

1,92 M Glycin 200 ml Methanol 

A. dest. 700 ml A. dest. 

 

2.2.4.3 Färbung der Nitrozellulose-Membran mit Ponceau S 

Um festzustellen, ob der Transfer der Proteine aus dem Gel in die Membran 

erfolgreich war, wurde die Membran in Ponceau S gelegt. Sind Proteinbanden zu 

sehen und zudem noch gleichmäßig intensiv, scheint der Blot gelungen. Durch 

zweimaliges Waschen in TBS-T konnte die rote Färbung wieder entfernt werden. 

 

TBS 10X:  

1 M Trizma® Hydrochloride 

1,54 M NaCl  

Auffüllen mit A. dest. 

 

TBS-T: 

10X TBS im Verhältnis 1:10 mit A. dest. verdünnen 

Tween 20 (im Verhältnis 1:1000 hinzugeben) 

pH-Einstellung auf 7,5 
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2.2.4.4 Blocken und Bindung der Antikörper 

Die gewaschene Membran wurde nun mit 1% BSA (in TBS-T) für mindestens zwei 

Stunden geblockt. Nach Abgießen des BSA wurde ein in angemessener 

Konzentration verdünnter Antikörper auf die Membran gegeben. Die Verdünnung 

wurde in vorangehenden Experimenten optimiert. Der Antikörper blieb, bis auf 

wenige Ausnahmen, bei 4°C über Nacht unter ständiger Bewegung 

(Schüttlereinstellung: 22 osc/min) auf der Membran. Nach der Inkubation wurde die 

Membran drei Mal mit 1% BSA (in TBS-T) gewaschen und nachfolgend der zweite 

Antikörper (zur Erkennung des 1. Antikörpers) in entsprechender Verdünnung (siehe 

unten) hinzugegeben. Es folgte eine zweistündige Inkubation bei RT und ein 

anschließendes dreimaliges Waschen der Membran mit TBS-T. Als nächster Schritt 

folgte die Entwicklung. 

 

2.2.4.5 ECL-Entwicklung 

Mit Hilfe eines Entwicklungskits (SuperSignal® West Pico Chemiluminescent 

Substrate, Fisher Thermo Scientific; Schwerte, Deutschland) wurde die 

antikörpermakierte Membran in einer Dunkelkammer entwickelt. Hierzu wurden die in 

dem Kit enthaltenen Reagenzien im Verhältnis 1:1 kurz vor ihrer Verwendung 

gemischt und als Endkonzentration von 4 ml gleichmäßig auf die Membran gegeben. 

Nach Inkubation über fünf Minuten wurde die Membran in eine Klarsichtfolie gelegt 

und die restliche Flüssigkeit mittels eines saugfähigen Tuches herausgedrückt. In der 

Dunkelkammer wurden die Membran und ein Röntgenfilm (SuperRX Fuji Films; Fuji 

Medical; Düsseldorf, Deutschland) in eine Fotokassette gelegt und diese 

lichtundurchlässig verschlossen. Nach 1 Minute bzw. längerer Exponierung legte 

man den Film in eine Entwicklungsmaschine und wartete das Ergebnis ab. Die 

verschiedenen Exponierungszeiten halfen dabei die richtige Bandenstärke zu 

erhalten bzw. nicht zu verpassen. 

 

Verwendete Antikörper: 

 anti-Maus Phospho-Jak2* (Tyr1007/1008, #3771) 

 anti-Maus Jak2* (D2E12, #3230) 

 anti-Maus phospho-STAT3* (Ser727, #9134) 

 anti-Maus STAT3* (#9132) 
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 anti-Maus GAPDH (BT46-9995-55); Biotrend; Köln, Deutschland 

 anti-Maus SOCS-3 (H-103; #G1505); Santa Cruz Biotechnology; Heidelberg, 

Deutschland 

 ECL Anti-Kaninchen IgG (#384927), GE Healthcare; München, Deutschland 

 ECL Anti-Maus IgG (#371772), GE Healthcare; München, Deutschland 

 

*alle Cell Signaling Technology über New England Biolabs GmbH; Frankfurt a.M., 

Deutschland 

 

Alle Antikörper bis auf GAPDH wurden im Verhältnis 1:1000 in 1% BSA verdünnt. 

GAPDH wurde 1:20 000 in 1% BSA verdünnt. 

 

ECL Anti-Kaninchen IgG wurde im Verhältnis 1:3000, ECL Anti-Maus IgG im 

Verhältnis 1:20 000 in 1% BSA verdünnt. 

 

 

Auswertung 

Der entwickelte Film wurde zunächst deckungsgleich auf die Membran gelegt. 

Anhand des Markers war die Höhe der Bande zu ersehen und somit vergleichbar mit 

der vom Hersteller und in der Fachliteratur angegebenen Größe (kDa) des 

Antikörpers. Stimmte diese überein, ist das Vorhandensein des nachzuweisenden 

phosphorylierten Proteins wahrscheinlich. Der Abgleich erfolgte jeweils mit den 

unphosphorylierten Proteinen und GAPDH (als Kontrolle für eine gleiche 

Proteinbeladung). Durch eine densitometrische Ausmessung der Banden konnte nun 

der Phosphorylierungsgrad bestimmt werden. Der für das Programm GraphPad 

Prism 4.01 ermittelte Wert kam folgendermaßen zustande. Jedes Signal wurde 

zunächst gegen GAPDH abgeglichen, bevor die Ratio aus dem phosphorylierten und 

unphosphorylierten Protein gebildet und in Prozent der Kontrolle angegeben wurde.  

 

2.2.5 Plättchenadhäsions-Assay 

2.2.5.1 Beschichtung der Deckgläschen 

Vor dem eigentlichen Adhäsions-Versuch wurden zunächst die Deckgläschen 

(Menzel-Gläser, Thermo Scientific; Braunschweig, Deutschland) beschichtet. Hierzu 
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wählte man Fibrinogen (Tebu-Bio; Offenbach, Deutschland) und als Negativkontrolle 

BSA. Die Deckgläschen (18 mm im Durchmesser) wurden in eine 12-Well-Platte 

(Cellstar®, Greiner Bio-One; Frickenhausen, Deutschland) gelegt, einige mit 100 

µg/ml Fibrinogen beschichtet (Stock 15,66 mg/ml) und eine Stunde bei 37°C 

inkubiert. Anschließend wurde das Fibrinogen vorsichtig mit einer Plastik-

Transferpipette abgesaugt und die Deckgläschen zwei Mal mit PBS gewaschen. 

Danach wurden alle Deckgläschen mit 1 ml 1% BSA (in PBS verdünnt) beschichtet 

und erneut für eine Stunde bei 37°C inkubiert. Im Anschluss erfolgte wieder eine 

zweimalige Waschung mit PBS. Wenn das PRP bis zu diesem Zeitpunkt schon 

hergestellt war, konnte der Versuch sofort weitergehen. Ansonsten kam die 12-Well-

Platte zur Überbrückung in den Kühlschrank. 

 

2.2.5.2 Zugabe muriner Blutplättchen 

Zunächst mussten die Mausthrombozyten isoliert werden. Die Blutentnahme und die 

Herstellung des PRPs erfolgten wie in 2.2.2.1 beschrieben. Es bot sich an, dies 

während der Inkubationszeit der Deckgläschenbeschichtung durchzuführen. Auf den 

Waschschritt wurde bei diesem Versuch jedoch verzichtet. Nach fünfminütiger 

Inkubation mit 1 µM PGE1 und 1 U Apyrase/ml PRP wurde nur einmal bei 2500 rpm 

für 10-15 min zentrifugiert. Nach Dekantieren des Überstandes erfolgte die 

Resuspension des Pellets in 110 µl kalziumfreien Walsh-Puffer (pH 7,4).  

 

Walsh stock 20X:  Walsh Puffer: 

2,7 M NaCl  5 ml 20x Walsh Puffer 

53,8 mM KCl  1 ml 10% Dextrose 

19,7 mM MgCl*6H2O  1750 µl 20% BSA 

65,2 mM NaH2PO4*H2O  92,25ml A. dest. 

0,4 M Hepes  pH soll zwischen 7,37 und 7,4  

Auffüllen mit A. dest. 

 

Nun wurde die Plättchenzahl pro ml bestimmt. Dazu verdünnte man das PRP 1:20 in 

A. dest. und bestimmte in einer 96-Well-Platte photometrisch die optische Dichte 

(OD) bei 800 nm. Zum Erhalt einer genaueren Zellzahl wurden Doppelbestimmungen 
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durchgeführt und der Mittelwert der OD800 in folgende Formel (Walkowiak et al. 

1997) eingesetzt. Daraus ließ sich die Plättchenzahl pro ml errechnen.  

 

Formel: N [108/ml]=[6,23/(2,016-OD800)-3,09] x Verdünnungsfaktor 

 

Die Zellzahl wurde nun auf 4x106 Thrombozyten/ml durch Verdünnung des PRPs in 

Walsh-Puffer pH 7,4 eingestellt und eine Stimulation mit Leptin (rekombinantes 

Maus-Leptin 498-OB, R&D Systems; Wiesbaden, Deutschland) für 10 min in den 

Konzentrationen 1, 10 bzw. 100 ng/ml durchgeführt. Anschließend erfolgte das 

Abstoppen der Reaktion mit 300 µl Tyrode-Puffer pH 7,4. Das gesamte Volumen 

(PRP und Puffer) einer Probe wurde nun jeweils auf ein Deckgläschen gegeben, so 

dass sich letztendlich die gleichen Proben zum einen auf Fibrin- und zum anderen 

auf BSA-beschichteten Deckgläschen befanden. Als nächstes folgte eine einstündige 

Inkubation bei 37°C. Im Anschluss wurden die Wells einmal vorsichtig mit PBS 

gewaschen und die adhärierenden Thrombozyten für 20 min mit 2%igem 

Paraformaldehyd (250 µl) fixiert. Danach wurde erneut einmal mit PBS gewaschen 

und anschließend 200 µl eines Phalloidin-enthaltenden Permeabilisierungspuffer auf 

die Deckgläschen gegeben. Das Phalloidin diente der Anfärbung des Zytoskeletts (F-

Aktin) und damit der Visualisierung der kernlosen Blutplättchen. 

 

Permeabilisierungspuffer: 

940 µl Tyrode-Puffer pH 7,4 

37,5 µl BSA 20% 

20 µl 5% Triton-X 

ca. 6 µl Phalloidin (Fluka® über Sigma-Aldrich; München, Deutschland) 

 

Nach 20-minütiger Inkubation im Dunkeln folgte ein letzter Waschschritt mit PBS. 

Danach wurde ein Tropfen Mounting Medium (Vectashield®; Vector Laboratories 

über Linaris; Wertheim, Deutschland) je Deckgläschen auf einen Objektträger 

aufgebracht, bevor die Deckgläschen vorsichtig mit einer Pinzette aus den Wells 

entfernt und mit der Oberfläche nach unten auf diese gelegt wurden. Dieser Schritt 

diente der Vorbereitung der Fluoreszenzmikroskopie. Im Anschluss konnten die 

adhärierenden Plättchen auf den verschiedenen Beschichtungen bei 
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unterschiedlichen Vergrößerungen (200x, 400x, 600x) angesehen und zur 

Auswertung fotografiert werden. 

 

Auswertung 

Mit dem Programm Image Pro Plus ließen sich die Anzahl adhärierender Plättchen 

und deren Fläche erfassen. Die Auszählung erfolgte nach Erkennen der Objekte 

(Thrombozyten) automatisch. Für die Flächenbestimmung wurden die Thrombozyten 

automatisch umrandet und die Fläche innerhalb dieser Umrandung ausgemessen. 

Die Werte pro Foto wurden gemittelt. Pro Deckgläschen wurden fünf Fotos mit dem 

Fluoreszenzmikroskop in 200facher Vergrößerung gemacht und der Mittelwert 

errechnet. 

 

2.2.6 Thrombozyten-Funktionstest 

2.2.6.1 Blutungszeit (sog. „Tail Bleeding Assay“) 

Vor dem eigentlichen Experiment mussten folgende Vorbereitungen getroffen 

werden: Pro Maus wurden ein 15 ml Falcon Tube mit 10 ml und ein 50 ml Falcon 

Tube mit 35 ml 0,9%iger Kochsalzlösung befüllt und auf eine Temperatur von 37°C 

erwärmt. Die Maus wurde mit Isofluran anästhesiert und auf einer wärmenden 

Unterlage fixiert. Von dem herabhängenden Schwanz wurden etwa 2 mm mit einer 

scharfen Schere abgeschnitten und das Ende für 30 sek in das 15 ml Tube gehalten 

(1. Messwert). Sofort danach tauchte man den Schwanz in das 50 ml Tube und 

stoppte die Zeit bis zum Sistieren der Blutung (2. Messwert). Trat das Sistieren nach 

15 min nicht ein, wurde der Versuch an dieser Stelle unterbrochen. 

 

Um Unterschiede in der Menge des Blutverlustes erfassen zu können, ging man wie 

folgt vor: Zunächst wurde eine Verdünnungsreihe (1,25; 2,5; 5; 10; 20; 40; 80; 160 µl 

Vollblut pro 10 ml 0,9%ige Kochsalzlösung) angesetzt. Anschließend wurde das in 

den 15 ml Tubes aufgefangene Blut mit 1 ml 1:4 in A. dest. verdünntes Triton X 100 

lysiert. Danach pipettierte man jeweils 200 µl jeder Verdünnung, jeder Probe und als 

Leerwert 0,9% NaCl in eine 96-Well-Platte und bestimmte die optische Dichte bei 

546 nm am Photometer. 
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Auswertung 

Die durchschnittliche Blutungszeit ergab sich durch Bestimmung des Mittelwertes der 

einzelnen Blutungszeiten. Die verlorene Blutmenge [µl] erhielt man durch Einsetzen 

der gemessenen optischen Dichte bei 546 nm in eine mittels der Verdünnungsreihe 

aufgestellten Geradengleichung. 

 

2.2.7 Durchflusszytometrie 

2.2.7.1 Darstellung des Fibrinogenrezeptors 

Das für dieses Experiment verwendete PRP wurde aus 3 ml Maus-Blut gewonnen. 

Die Blutentnahme erfolgte wie in 2.2.2.1 beschrieben direkt aus dem Herzen. Die 

Herstellung gewaschener Thrombozyten geschah wie folgt. Das antikoagulierte 

Mausblut wurde zunächst für vier Minuten bei 1000 rpm zentrifugiert, der Überstand 

(PRP) anschließend abpipettiert und das restliche Blut nach einmaligem Schwenken 

erneut unter gleichen Bedingungen zentrifugiert. Dieser Schritt diente dem Erhalt 

einer größeren Ausbeute PRP. Dieses wurde gepoolt und 2 µM PGE1 zur Prävention 

einer Plättchenaktivierung hinzugefügt. Anschließend wurde für acht Minuten bei 

1300 rpm zentrifugiert, um auch die restlichen Erythrozyten aus dem PRP zu 

entfernen. Danach nahm man den Überstand und zentrifugierte diesen bei 2500 rpm 

für fünf Minuten. Es entstand ein Pellet. Das überbleibende plättchenarme Plasma 

wurde verworfen. Die Resuspension des Pellets erfolgte in 1 ml modifiziertem Tyrode 

Puffer (nach Zugabe von 0,02 U Apyrase und 2 µM PGE1). Danach inkubierte die 

Suspension für fünf Minuten bei 37°C. Die gewaschenen Plättchen wurden ein 

letztes Mal bei 2500 rpm (für drei Minuten) zentrifugiert, der Überstand dekantiert und 

das Pelltet in 0,5 ml Tyrode-Puffer und 0,2 U /ml Apyrase gelöst. Nach einer 

Inkubation für 30 Minuten bei 37°C waren die gewaschenen Thrombozyten 

gebrauchsfertig für die nachfolgende durchflusszytometrische Analyse. 

 

Während der Inkubation konnten bereits die U-förmigen Plastik-Röhrchen vorbereitet 

werden. Das Gesamtvolumen sollte 40 µl betragen. Zunächst wurde 1 mM CaCl2 

enthaltener Tyrode-Puffer vorgelegt. Anschließend wurden die gewünschten 

Antikörper (FITC- oder PE-gebunden) und ggf. Leptin (rekombinantes Maus-Leptin 

498-OB, R&D Systems; Wiesbaden, Deutschland) zur Vorstimulation hinzugefügt. 

Die Plättchensuspension musste vor Zugabe in das Röhrchen 1:2 in Tyrode-Puffer 
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verdünnt werden. Aus dieser Verdünnung wurden 10 µl dazu pipettiert. Erst jetzt 

erfolgte die ADP-Stimulation. Durch Zugabe von 500 µl Puffer wurde die 

Vorbereitung zur Durchflusszytometrie abgeschlossen. Folgende Einstellungen 

wurden am Durchflusszytometer gewählt: Detectors: FSC E00 Log, SSC 440 Log, 

FL1 504 Log, FL2 530 Log, FL3 150 Lin; Treshold: FSC-H 180; Compensation 0.0. 

Die Thrombozyten wurden „gegated“ und eine Gesamtzahl und 50 000 analysiert. 

Es wurden verschiedene ADP-Konzentrationen (0,1, 1, 10 µM), unterschiedliche 

Stimulationszeiten (2, 10 min) und verschiedene Leptinkonzentrationen (1, 10, 100 

ng/ml) getestet. 

 

2.2.7.2 FITC-Markierung von Fibrinogen 

Um die Bindung von Fibrinogen an Blutplättchen durchflusszytometrisch darzustellen 

wurde dieses zunächst mit dem Fluoreszenzfarbstoff Fluoresceinisothiocyanat (FITC) 

markiert. An Tag 1 erfolgte zunächst die Herstellung eines 0,1 M Natriumbicarbonat-

Puffers (NaHCO3, Na2CO3, A. dest.) und einer FITC-Lösung (in DMSO). Später 

wurden 95,8 µl aus dem Fibrinogen stock (15,66 mg/ml) und 140 µl der FITC-Lösung 

in 750 µl Puffer pipettiert. Das Gemisch inkubierte bei 4°C über Nacht im Dunkeln. 

Am nächsten Tag wurde eine PD10-Säule mit kalziumfreien PBS äquilibriert, bevor 

der Fibrinogen-FITC-Ansatz komplett auf die Säule gegeben wurde. Nach 

einmaligem Spülen mit 1ml PBS, wurden 5 ml PBS auf die Säule pipettiert und 

anschließend 10 Fraktionen á 500 µl in Eppendorf Cups aufgefangen. Man 

bestimmte die optische Dichte aller Fraktionen bei einer Wellenlänge von 280 nm. 

Die drei Proben mit den höchsten Werten wurden erneut gemessen und die optische 

Dichte bei 280 und 495 nm notiert. Mit folgender Formel ließ sich nun die 

Konzentration errechnen (Xia et al. 1995).  

 

c [mg/ml]= (OD280 - 0,35 x OD495)/1,51  

 

Die Anzahl der FITC-Moleküle pro Fibrinogen-Molekül bestimmte man mithilfe dieser 

Formel (Xia et al. 1995). Das Ergebnis sollte zwischen 1 und 5 liegen. 

 

F:P= 6,77 x (OD495/OD280 – 0,35 x OD495) 
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Danach erfolgte eine Dialyse (mit PBS als Dialysat) der Suspension bei 4°C über 

Nacht im Dunkeln. Dafür benötigte man ein Dialyse-Schlauch der Größe 12000-

14000 Dalton. Vor Benutzung sollte dieser einmal kurz in PBS erhitzt werden um 

aufzuweichen. An Tag 3 wurde die dialysierte FITC-Fibrinogen-Suspension erneut 

gemessen und die optische Dichte bei 280 und 495 nm bestimmt. Wieder wurden die 

Konzentration und F:P berechnet. Bis zum Gebrauch lagerte das FITC-markierte 

Fibrinogen bei -20°C. Für die Versuche wurde frisches FITC-Fibrinogen (maximal 2 

Wochen alt) verwendet.  

 

2.2.7.3 Nachweis einer STAT3-Aktivierung 

Die Herstellung der gewaschenen Plättchen erfolgte wie in 2.2.7.1 beschrieben. 

Diese wurden mit 1 mM CaCl2 versetzt und mit Leptin (10 ng/ml) und/oder ADP (1 

oder 5 µM) stimuliert. Danach wurden die Zellen mit 2% PFA für 15 min bei RT fixiert 

und anschließend mit Tyrode-Puffer gewaschen. Eine nachfolgende 

Permeabilisierung der Thrombozyten mit 0,05% Triton-X war notwendig, da sich p-

STAT3 als Transkriptionsfaktor intrazellulär befindet. Nach erneutem Waschen wurde 

der Antikörper gegen p-STAT3 im Verhältnis 1:50 dazugegeben und inkubierte für 30 

min bei 4°C. Der 1:250 verdünnte sekundäre Antikörper (MFP 488 goat anti-

Kaninchen IgG, Mobitec; Göttingen Deutschland) wurde nach dem Waschen 

hinzupipettiert. Danach Inkubation für 30 min bei 4°C. Zuletzt erfolgte eine 

Verdünnung mit Tyrode-Puffer und das Messen am Durchflusszytometer mit den 

oben aufgeführten Settings (FSC, SSC und FL1). 

 

Verwendete Antikörper/Substanzen; 

 FITC Ratte anti-Maus CD62P monoclonaler Antikörper* (BD-Pharmingen, 

553744) 

 FITC Ratte IgG1,  monoclonaler immunoglobulin isotype control* (BD-

Pharmingen, 553995) 

 PE Ratte anti-Maus Integrin IIb3 monoklonaler Antikörper* (emfret 

analytics, JON/A / Rat IgG2b, M023-2) 

 PE Ratte IgG polyklonaler Antikörper* (emfret analytics, P190-2) 

 FITC-gebundenes Fibrinogen**, selbst markiert (FITC: Isomer I, on Celite 

10%, Cal biochem, 34323; Fibrinogen: Tebu-Bio; Offenbach, Deutschland) 
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 anti-Maus Phospho-STAT3*** (Ser727, #9134) (Cell Signaling Technology) 

 

* Alle Antikörper (ausgenommen p-STAT3) wurden unverdünnt eingesetzt (jeweils 5 

µl/Röhrchen). 

 

** FITC-Fibrinogen wurde bei einer Konzentration zwischen 500 und 750 µg/ml 

unverdünnt eingesetzt (10 µl/ Röhrchen). Bei 900 µg/ml wurde das FITC-Fibrinogen 

1:2 in Tyrode-Puffer verdünnt. 

 

*** anti-Maus phospho-STAT3 wurde in einer Endkonzentration von 1:50 eingesetzt 

(hier 2 µl Antikörper pro 100 µl Tyrode-Puffer). 

 

Auswertung 

Die Auswertung erfolgte mit Hilfe des Programmes MedWin, die graphische 

Darstellung in Form eines Balkendiagrammes (% positive Plättchen bzw. % p-

STAT3-Expression) mit Graph Pad Prism 4.01.  

 

2.2.8 Statistische Auswertung 

 

Sämtliche Ergebnisse werden als Mittelwert  Standardfehler (SEM) dargestellt. 

Mittelwerte zweier Versuchsgruppen wurden mithilfe des unpaired Student`s t-test 

verglichen. Bei mehr als zwei Versuchsgruppen wurde der ANOVA-Test, gefolgt von 

Bonferroni’s Multiple Comparison Test verwendet. Ein P-Wert <0,05 galt als 

signifikant. Als Software für die statistischen Analysen wurde GraphPad Prism 4.01 

benutzt. 
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3 Ergebnisse 

Die Untersuchungen wurden an insgesamt 100 WT- und 48 ObRs/s-Mäuse 

durchgeführt. Wiederholtes Wiegen der Mäuse zu verschiedenen Lebenszeitpunkten 

zeigte wie erwartet einen deutlichen Gewichtsunterschied zwischen den beiden 

Genotypen ab dem zweiten Lebensmonat (im Durchschnitt 26,41,0 g WT vs. 

47,01,5 g ObRs/s; P= 0,0001). Bis zum neunten Monat nahm dieser stetig zu 

(32,61,3 g vs. 60,71,3 g; P= 0,0001). Der Gewichtsverlauf wurde vom ersten 

Lebensmonat bis zu einem Jahr beobachtet. Das Ergebnis dieser Gewichtsanalyse 

ließ sich auch optisch darstellen (Abb. 4.). 

 

 

Abb. 4 Zwei 8 Monate alte Mäuse. Links eine ObRs/s-Maus, rechts eine Wildtyp-Maus 
(Foto selbst erstellt). 
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3.1 Blutbild und Plättchenfunktionstest  

3.1.1Blutbild  

2002 konnten Kirito et al. zeigen, dass der Transkriptionsfaktor STAT3 eine wichtige 

Rolle in der frühen Phase der Megakaryopoese spielt, vermutlich durch die 

Expansion megakaryotscher Vorläuferzellen. Da der Leptinrezeptor auf allen 

hämatopoetischen Zellen exprimiert wird und Leptin die Hämatopoese beeinflusst 

(Cioffi et al. 1996), wurden zunächst Blutbilder von Mäusen beider Genotypen 

angefertigt. Eventuelle, mit der Mutation oder dem Übergewicht einhergehende, 

grundlegende Unterschiede in der Blutbildung und Zusammensetzung des Blutes 

sollten so vorab ausgeschlossen werden. Die Thrombozytenzahlen wurden aufgrund 

technischer Probleme, wie zuvor im Methodenteil erläutert, manuell erhoben. Die 

folgenden Abbildungen 5a-e zeigen, dass keine signifikanten Unterschiede zwischen 

den Genotypen bestanden. Alle Werte (Abb. 5) lagen innerhalb der für Mäuse 

beschriebenen Normbereiche (McGarry et al. 2009, Everds 2006). 
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Abb. 5 Vergleich der Blutbildparameter bei WT- und ObRs/s-Mäusen. 

a) Leukozytenzahl. WT: 5,50,6 x103/µl und ObRs/s: 6,60,9 x103/µl Leukozyten. 

Referenzbereich: 5-12 x103/µl. b) Erythrozytenzahl. WT: 8,10,4 x106/µl, ObRs/s: 7,10,9 

x106/µl Erythrozyten. Referenzbereich: 7-10 x106/µl. c) Hämoglobin. WT: 12,40,6 g/dl, 

ObRs/s: 12,21,3 g/dl. Referenzbereich: 10-17 g/dl. d) Hämatokrit. WT: 37,33,8%, ObRs/s: 

37,42,6%. Referenzbereich: 35-52%. e) Thrombozytenzahl. Mittlere Thrombozytenzahl bei 

WT-Mäusen (54768 x103/µl) und ObRs/s-Mäusen (54669 x103/µl); Referenzbereich: 300-
1000 x103/µl. Die Messungen wurden in je 6 (Thrombozytenzahl) bzw. 10 Mäusen (alle 
anderen) jeden Genotyps erhoben. Die Statistische Auswertung erfolgte mittels des unpaired 
Student`s t-test. 
 
 

Quelle der Referenzwerte : Thrombozyten, Leukozyten (McGarry et al. 2009), 

Erythrozyten, Hämoglobin, Hämatokrit (Everds 2006)  

 

Die ermittelten Werte lagen alle im Referenzbereich. Es konnten keine signifikanten 

Unterschiede zwischen beiden Mausgenotypen festgestellt werden. Auf die 

Anfertigung eines Differentialblutbildes wurde daher verzichtet. 

 

3.1.2 Blutungszeit (sog. „Tail Bleeding Assay“)  

Dieser Versuch diente dazu, Unterschiede in der Funktion der Blutplättchen zwischen 

den beiden Genotypen zu untersuchen. Hierbei wurde sowohl die Zeit bis zum 

Sistieren der Blutung, als auch die verlorene Blutmenge bestimmt. Insgesamt wurden 

für diesen Versuch jeweils 10 WT- und 10 ObRs/s-Mäuse getestet.  
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Abb. 6 Blutungszeit.  
a) Erster Messwert: WT-Mäuse: 4,2 min, ObRs/s-Mäuse: 3,3 min. b) Zweiter Messwert: 
WT-Mäuse 12,2 min, ObRs/s-Mäuse 11,5 min. Die statistische Auswertung erfolgte mittels 
des unpaired Student`s t-test. 

 

Das Ergebnis dieses Versuches erbrachte keine signifikanten Unterschiede 

bezüglich der Blutungszeit zwischen beiden Genotypen.  

 

Die nach 30 Sekunden verlorene Blutmenge (Abb. 7) wurde, wie im Methodenteil 

beschrieben, mit Hilfe einer Standardkurve errechnet. Auch diese Analyse ergab 

keinen signifikanten Unterschied hinsichtlich der Blutungszeit zwischen beiden 

Mausgenotypen.  

 

 

Abb. 7 Photometrische Bestimmung des Blutverlustes. WT-Mäuse verloren 

durchschnittlich 3,02,6 µl Blut innerhalb von 30 sek, ObRs/s-Mäuse 4,24,4 µl.Der 
Unterschied war nicht signifikant (Auswertung mit dem unpaired Student`s t-test.). 

 

Die in Abbildung 5 bis 7 dargestellten Ergebnisse über die zelluläre 

Zusammensetzung des Blutes und die Ergebnisse basaler Funktionstests 

verdeutlichen, dass es keine Unterschiede der Blutzusammensetzung, der Funktion 

der Blutplättchen und der Gerinnungseigenschaften bei WT- und ObRs/s-Mäusen 
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gab. In den nächsten Abschnitten wurde dann die Reaktivität von Plättchen nach 

Stimulation mit Leptin verglichen. 
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3.2 Plättchenadhäsion 

Die Adhäsion von Blutplättchen an extrazelluläre Matrixmoleküle ist eine wichtige 

Funktion von Thrombozyten und Voraussetzung bzw. Vorstufe der Aggregation. Mit 

Hilfe des Plättchenadhäsionsversuches sollte herausgefunden werden, ob die 

Thrombozyten von ObRs/s-Mäusen auf Stimulation mit Leptin unterschiedlich stark 

im Vergleich zu denen der WT-Mäuse an Fibrinogen adhärieren. Die Adhäsion an 

BSA diente als Kontrolle zum Ausschluss unspezifischer Bindungen. In Abbildung 8 

bis 11 werden die Ergebnisse von n=3 unabhängigen Experimenten dargestellt. 

 

 

 

Abb. 8 Adhäsion von Thrombozyten an Fibrinogen. a) Adhäsion von 4x106 
Thrombozyten/ml auf 100 µl/ml Fibrinogen. Sowohl bei WT- als auch bei ObRs/s-Mäusen 
war ein signifikanter Anstieg der Zahl adhärenter Plättchen nach Stimulation mit 10 ng/ml 
Leptin erkennbar (P<0.001; ANOVA-Test). Bei ObRs/s-Mäusen fand sich zusätzlich ein 
signifikanter Anstieg auch nach Stimulation mit 100 ng/ml Leptin (P<0,01).b) Adhäsion von 
4x106 Thrombozyten/ml auf 1% BSA als negative Kontrolle. Sowohl auf Fibrinogen als auch 
auf BSA signifikant weniger adhärierende Plättchen. Weiße Balken= Wildtyp-, schwarze 
Balken= ObRs/s-Maus.  

 

Abbildungen 8a-b veranschaulichen, dass die Leptin-induzierte Plättchenadhäsion 

fibrinogenspezifisch ist und Leptin dosisabhängig zu einem signifikanten Anstieg der 

adhärierenden Plättchen führt. 
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Die folgenden, an einem Fluoreszenzmikroskop angefertigten Fotos (Abb. 9), sollen 

einen optischen Eindruck der Plättchenadhäsion beider Genotypen vermitteln. 
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Abb. 9 Repräsentative Fotos aus drei unabhängigen Adhäsionsversuchen. 
Blutplättchen aus WT- (links)- und ObRs/s-Mäusen (rechts). Entsprechend den in Abb. 8 
gezeigten Ergebnissen zeigt sich auch optisch eine Zunahme der Zahl adhärierender 
Plättchen nach Stimulation mit 10 ng/ml Leptin im Vergleich zu den jeweiligen unstimulierten 
Plättchen. 

 

Aufgrund der basal niedrigeren Adhäsion von ObRs/s Plättchen auf Fibrinogen (und 

BSA) wurden die Ergebnisse auch noch einmal auf die jeweils unstimulierte Kontrolle 

normalisiert. Die nächste Abbildung zeigt den prozentualen Anstieg der 

adhärierenden Thrombozyten nach Leptinstimulation in Bezug auf unstimulierte 

Blutplättchen des jeweiligen Genotyps. Auch hier ergab sich bei beiden Genotypen 

der größte Anstieg der Plättchenadhäsion nach Stimulation mit 10 ng/ml Leptin. 

 

 

Abb. 10 Prozentualer Anstieg der fibrinogenspezifischen Plättchenadhäsion nach 
Leptinstimulation. Signifikante Zunahme der adhärierenden Thrombozyten nach 
Stimulation mit 10 ng/ml Leptin bei WT- und ObRs/s-Mäusen (P<0,05 vs. P<0,001; ANOVA-
Test). Bei den ObRs/s-Mäusen ließ sich zusätzlich ein signifikanter Anstieg nach einer 
Stimulation mit nur 100 ng Leptin/ml erkennen (P<0,05; ANOVA-Test). Weiße Balken= 
Wildtyp, schwarze Balken= ObRs/s-Maus. 

 

Die oben abgebildeten Grafiken zeigen bei beiden Genotypen den ausgeprägtesten 

Leptineffekt bei einer Konzentration von 10 ng/ml, bei ObRs/s-Mäusen zudem auch 
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nach Stimulation mit 100 ng/ml. Deswegen folgte nun der Vergleich nicht nur 

innerhalb der jeweiligen Population, sondern auch miteinander. 
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Abb. 11 Thrombozytenadhäsion in Bezug auf die unstimulierte WT-Kontrolle. Im 
Gegensatz zu dem Vergleich absoluter Zahlen (siehe Abb. 8), gibt es hier zwischen den 
adhärierenden, unstimulierten Plättchen beider Genotypen keinen signifikanten Unterschied. 
Jeweils signifikanter Anstieg der Plättchenadhäsion bei einer Leptinstimulation mit 10 ng/ml 
(beide Male P=0,05). Weiße Balken demonstrieren das Ergebnis der WT-, schwarze Balken 
das der ObRs/s-Mäuse. Auswertung mit ANOVA-Test. 

 

Die Flächenzunahme (sog. „Spreading“) der Thrombozyten ist ebenfalls ein Teil der 

Aggregationskaskade. Nachdem bei humanen Plättchen gezeigt werden konnte, 

dass Leptin einen Einfluss auf die Thrombozytenfläche hat (Dellas et al. 2007), 

wurde dies nun auch bei Mäusen untersucht. Hierfür wurden die mit dem 

Fluoreszenzmikroskop erstellten Fotos der Adhäsion verwendet. Die Fläche der 

Thrombozyten ließ sich mit dem Programm Image Pro Plus bestimmen. 
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Abb. 12 Thrombozytenfläche. Signifikante Größenzunahme der Thrombozytenfläche nach 

Leptinstimulation bei ObRs/s-Mäusen (schwarze Balken). Eine Flächenzunahme ist auch bei 

den WT-Mäusen (weiße Balken) zu verzeichnen. Hier wurde jedoch eine Signifikanz knapp 

nicht erreicht (P=0,058). Auswertung mit t-test. 

 

Die oben dargestellten Adhäsionsversuche demonstrierten, dass die 

Plättchenadhäsion fibrinogenspezifisch ist und dass unstimulierte Thrombozyten von 

ObRs/s-Mäusen weniger stark im Vergleich zu denen von WT-Mäusen an Fibrinogen 

anhaften (Abb. 8a). Auf Stimulation mit Leptin (stärkster Effekt bei 10 ng/ml) 

reagierten sowohl WT- als auch ObRs/s Mäuse gleichermaßen mit einer verstärkten 

Adhäsion an Fibrinogen. Bei den ObRs/s-Mäusen war zusätzlich eine verstärkte 

Thrombozytenadhäsion nach Stimulation mit 100 ng Leptin zu sehen. Eine 

Größenzunahme der Thrombozytenfläche ließ sich in beiden Populationen 

nachweisen, signifikant war diese jedoch nur bei den ObRs/s-Thrombozyten.  

 

Auf die Durchführung von Plättchenaggregationsstudien zur Vervollständigung des 

Vergleichs der Responsivität von Blutplättchen beider Genotypen auf Leptin wurde 

aufgrund der Notwendigkeit großer Mengen Mausblutes (5 ml pro Versuch, 

entsprechend n=5 Mäusen) und fehlender Hinweise auf Unterschiede verzichtet.  
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3.3 Durchflusszytometrische Analysen 

3.3.1 Expression des Fibrinogenrezeptors 

Die Bindung von Fibrinogen an seinen Rezeptor ermöglicht eine Brückenbildung 

zwischen aktivierten Thrombozyten und ist somit Voraussetzung für eine 

Plättchenaggregation. Ob Leptin einen positiven Effekt auf die Aktivierung von 

Plättchen in Mäusen und somit auf den Fibrinogenrezeptor hat, sollte mit Hilfe dieses 

Versuches herausgefunden werden. 

 

Vergleichend wurden gewaschene Thrombozyten von WT- und ObRs/s-Mäusen 

untersucht. Es gibt verschiedene Möglichkeiten, die Expression des 

Fibrinogenrezeptors bzw. die Plättchenaktivierung nachzuweisen. Zu diesen gehören 

der indirekte Nachweis der Fibrinogenbindung an den aktivierten Rezeptor und der 

direkte Nachweis mittels spezifischer Antikörper gegen den (aktivierten) 

Fibrinogenrezeptor. Zur Bestätigung der Plättchenaktivierung wurde auch die 

Expression von P-Selektin auf der Zelloberfläche ermittelt. Nachfolgend erscheinen 

nun die Resultate der verschiedenen Testungen. 

 

Zunächst wurde die Bindung des FITC-gekoppelten Fibrinogens an Leptin- (10ng/ml, 

100 ng/ml) bzw. ADP- (0,1µM, 1 µM 5µM) stimulierte Blutplättchen untersucht, um 

auf diese Weise indirekt die Expression des Fibrinogenrezeptors nachzuweisen.  
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Abb. 13 Durchflusszytometrischer Nachweis der Bindung FITC-markierten Fibrinogens 
an Blutplättchen nach Vorstimulation mit Leptin und zeitabhängiger ADP-Stimulation. 
a und b) Nach zweiminütiger ADP-Stimulation. c und d) Nach zehnminütiger ADP-
Stimulation. Verschiedene ADP (0,1; 1; 5 µM)- und Leptinkonzentrationen (10 und 100 
ng/ml) in Bezug auf die jeweilige Kontrolle. Weiße Balken= Wildtyp-Mäuse, schwarze 
Balken= ObRs/s-Mäuse. n=3. 

 

Im Gegensatz zur Plättchenstimulation mit ADP, führte die alleinige Leptinstimulation 

(nicht dargestellt) nicht zu einer verstärkten Fibrinogenbindung. Auch die Stimulation 

mit ADP + Leptin zeigte keinen additiven Effekt zu der mit ADP alleine. Unterschiede 

zwischen Wildtyp- und ObRs/s-Mäusen wurden nicht festgestellt. 

 

Nachdem der indirekte Nachweis der Fibrinogenrezeptoraktivierung zwar 

funktionierte, aber Leptin dabei keinen Effekt hatte, wurde anschließend der direkte 

Nachweis mit einem Fibrinogenrezeptor-Antikörper durchgeführt. Der an PE-

gekoppelte monoklonale Antikörper (Klon JON/A) erkennt den murinen aktivierten 
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Fibrinogenrezeptor, Integrin IIb3 (auch GPIIbIIIa oder CD41/CD61). Dieses auf 

Thrombozyten exprimierte Integrin bindet vor allem Fibrinogen und vWF, aber auch 

Fibronektin und Vitronektin. 
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Abb. 14 Direkter Fibrinogenrezeptor-Nachweis in der Durchflusszyometrie. 
Repräsentatives Beispiel (n=3). Anwendung des PE-JON/A-Antikörper bei WT-
Thrombozyten. Verschiedene Leptin- und ADP-Konzentrationen wurden getestet. 

 

Nach ADP-Stimulation kam es wie erwartet zu einer verstärkten Expression des 

Fibrinogenrezeptors in Mausplättchen. Ebenso wie bei der Fibrinogenbindung (Abb. 

13) hatte jedoch auch in diesem Experiment die Stimulation mit Leptin allein oder 

additiv zu ADP keinen Effekt. 

 

Um zu untersuchen, ob die Ursache des Ausbleibens einer verstärkten 

Fibrinogenrezeptorexpression und der fehlenden Zunahme der Bindung FITC-

markierten Fibrinogen auf murinen Plättchen nach Leptinstimulation in einer 

fehlenden Aktivierung der Plättchen liegt, wurde die Expression von P-Selektin auf 

der Thrombozytenoberfläche bestimmt. Der FITC-konjugierte Antikörper CD62P 

bindet an P-Selektin, welches nach Freisetzung aus -Granula und somit nur auf 

aktivierten Thrombozyten exprimiert wird.  
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Abb. 15 Nachweis des Proteins P-Selektin in der Durchflusszytometrie. Durchführung 
(n=1) mit dem FITC-CD62P-Antikörper bei WT-Thrombozyten. Verschiedene Leptin-, ADP- 
und PMA-Konzentrationen wurden getestet. Aktivierung nur nach PMA-Stimulation. 

 

Eine verstärkte Plättchenaktivierung nach Leptinstimulation war auf diese Weise 

nicht nachzuweisen. Auch der etwas stärkere, als Positivkontrolle dienende Agonist 

ADP zeigte keinen Effekt. Lediglich PMA (phorbol 12-myristate 13-acetate) als sehr 

starker Agonist bewirkte eine gesteigerte Aktivierung, erkennbar an der 

Oberflächenexpression von P-Selektin. 

 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass Leptins schwach agonistische Wirkung 

durch diese Mausblut-Versuche nicht nachgewiesen werden konnte. Weder die 

alleinige noch die additive Stimulation zu ADP zeigte einen positiven Effekt. Die 

Agonisten ADP und PMA hingegen führten zu einer verstärkten Plättchenaktivierung. 
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3.4 Aktivierung von Jak2-STAT3 nach Leptinstimulation 

Die bisherigen Versuche zeigten, dass die Mutation der ObRs/s-Mäuse zu keinen 

gravierenden Unterschieden im Vergleich mit WT-Mäusen führt. Die durch den Tail 

Bleeding Assay überprüfte Thrombozytenfunktion fiel ähnlich aus und brachte somit 

eine gleiche Ausgangslage für weitere Versuche. Durch die Erstellung von 

Blutbildern konnten signifikante Differenzen hinsichtlich der Blutbildung 

ausgeschlossen werden. Die Untersuchung der Plättchenadhäsion beider Genotypen 

führte zu der Erkenntnis, dass unstimulierte Thrombozyten (absolute Zahl) von 

ObRs/s zwar weniger stark auf Fibrinogen haften, aber einer Leptinstimulation (10 

ng/ml) in beiden Genotypen einen verstärkenden Effekt hat. Der Nachweis einer 

Fibrinogenrezeptoraktiverung als Teil der Thrombozytenadhäsion und –aktiverung 

funktionierte methodisch zwar, jedoch konnte Leptin als schwacher Agonist in beiden 

Genotypen keinen Effekt erzielen. 

 

Aus diesen Experimenten konnten wir schließen, dass STAT3 in Thrombozyten keine 

bedeutende Rolle für die Adhäsion und Aktivierung zu spielen scheint. Mittels 

Western-Blot-Analyse und Durchflusszytometrie sollte nun die Signaltransduktion 

über den veränderten Leptinrezeptor untersucht werden.  

 

3.4.1 Nachweis der Jak2-Aktivierung 

3.4.1.1 Ergebnis der Western-Blot-Analyse 
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Abb. 16 Leptinstimulation von Mausthrombozyten führt zu einem zeitabhängigen 
Anstieg der Jak2-Phosphorylierung. a und b) Repräsentative Beispiele aus n=5 
unabhänigen Versuchen. Leptinstimulation mit 10 ng/ml. c) Zusammenfassung der 
densitometrischen Auswertung in Bezug auf die jeweilige unstimulierte Kontrolle. Da sich bei 
der Auswertung mittels ANOVA-Test keine Signifikanz zeigte, optisch jedoch eine Zunahme 
der Phosphorylierung insbes. nach 2 min imponierte, erfolgte ergänzend der t-test. *= 
P<0,05, **=P<0,01 

 

Eine Zunahme der Jak2-Phosphorylierung wurde nach zweiminütiger 

Leptinstimulation beobachtet und blieb auch nach fünfminütiger Stimulation in etwa 

konstant. Dieses annähernd gleiche Ergebnis bei WT- und ObRs/s-Mäusen ist nicht 

unerwartet, da die Jak2-Phosphorylierung unabhängig von dem in ObRs/s-Mäusen 

mutierten Leptinrezeptorteil abläuft. 

 

Hinsichtlich der STAT3-Phosphorylierung könnten hingegen Unterschiede auftreten, 

da diese über Tyrosin1138 des Leptinrezeptors verläuft.  
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3.4.2 Nachweis der STAT3-Aktivierung  

3.4.2.1 Ergebnis der Western-Blot-Analyse 

 

 

Abb. 17 Leptinstimulation von Mausthrombozyten führt zu einem zeitabhängigen 
Anstieg der STAT3-Phosphorylierung. a und b) Repräsentative Beispiele aus n=5 
unabhängigen Versuchen. Leptinstimulation mit 10 ng/ml. c) Zusammenfassung der 
densitometrischen Auswertung in Bezug auf die jeweilige unstimulierte Kontrolle. Auch hier 
wurde nach ANOVA noch zusätzlich der t-test verwendet. 

 

STAT3 wurde in beiden Mauspopulationen nach zeitabhängiger Leptinstimulation (10 

ng/ml) phosphoryliert. In beiden Gruppen zeigte sich der ausgeprägteste Effekt nach 

5 Minuten. Insgesamt war der Stimulationseffekt in ObRs/s-Mäusen jedoch nicht nur 

weniger deutlich, sondern auch kürzer. Dies zeigt sich in der Grafik bei Vergleich der 

beiden Säulen nach 10-minütiger Stimulation. Die Western-Blot-Analyse führte 
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letztendlich zu folgendem Ergebnis. Die Signaltransduktion über Jak2 und STAT3 

verlief oberflächlich betrachtet in WT- und ObRs/s-Mäusen gleich. Bei genauerem 

Hinsehen erkannte man jedoch eine stärkere STAT3-Aktivierung in WT-

Thrombozyten. Es stellte sich die Frage, wie STAT3 überhaupt in den ObRs/s-

Thrombozyten phosphoryliert werden konnte, wenn das Tyrosin1138 des 

Leptinrezeptors doch eigentlich Voraussetzung dafür ist. 

 

Um zu sehen, ob sich dieses unerwartete Ergebnis der STAT3-Aktivierung in 

ObRs/s-Mäusen auch noch auf eine andere Art und Weise reproduzieren lässt, 

wurde die Methode der Durchflusszytometrie gewählt. 

 

3.4.2.2 Ergebnis der Durchflusszytometrie 

Neben dem Western Blot stellt auch die Durchflusszytometrie eine Möglichkeit dar, 

eine gegebenenfalls vorhandene STAT3-Aktivierung nach Leptinstimulation in 

Mausplättchen nachzuweisen. 

 

 

Abb. 18 STAT3-Aktivierung in WT- (links) und ObRs/s-Thrombozyten (rechts) nach 
zeit-und dosisabhängiger Leptin (L)- und ADP-Stimulation (n=1). 

 

Diese Grafiken veranschaulichen, dass auch hier in WT- und in ObRs/s-

Thrombozyten eine STAT3-Aktivierung nach Leptinstimulation stattfand. Wieder ist 

der Leptineffekt in den Thrombozyten von WT-Mäusen ausgeprägter.  
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4 Diskussion 

Die Ergebnisse experimenteller (Konstantinides et al. 2001, Bodary et al. 2002) und 

klinischer (Wallace et al. 2001, Wolk et al. 2004) Studien führten zu der Annahme, 

dass eine Verbindung zwischen Adipositas-assoziierter Hyperleptinämie und dem 

erhöhten Risiko einer vaskulären Thrombose und ischämischen Ereignissen besteht. 

Leptin führte bei Menschen und Mäusen zu einer Verstärkung der agonisten-

induzierten Plättchenaggregation (z.B. Nakata et al. 1999, Konstantinides et al. 

2001a, Corsonello et al. 2003). Die Hemmung des endogenen Leptins mit einem 

leptinneutralisierenden Antikörpers und Versuche mit Leptin-defizienten ob/ob-

Mäusen demonstrierten, dass ein Leptinmangel oder das Ausschalten vorhandenen 

Leptins protektiv hinsichtlich der Entstehung venöser und arterieller Thrombosen 

wirkte (z.B. Konstantinides 2001a, 2004).  

 

Ausgereifte Thrombozyten sind kernlos und deshalb dürfte STAT3 als 

Transkriptionsfaktor für sie eigentlich keinen Nutzen haben. Eine Studie aus dem 

Bereich der Leukämieforschung konnte jedoch zeigen, dass STAT3 auch 

unabhängig von einem Zellkern Funktionen hat. Die durch Thrombopoetin (TPO) 

aktivierten Plättchensignalwege nehmen vermutlich Einfluss auf die mitochondriale 

Transkription über eine STAT3-Aktivierung (Vassilev et al. 2002). Zu dieser 

Erkenntnis kammen Vassilev et al., nachdem sie die Wirkung des 

Transkriptionsinhibitors Actinomycin D und des Hormons TPO auf Plättchen 

untersuchten. Actinomycin D hemmte die thrombopoetininduzierte Plättchen-

aktivierung, was zu der Annahme führte, dass die mitochondriale Transkription Teil 

dieser Aktivierung ist. 

 

Diese Studie ist ein Beispiel dafür, dass ein Zellkern nicht für jede Funktion von 

STAT3 von Bedeutung ist. Somit könnte auch die durch Leptin vermittelte Aktivierung 

des STAT3-Proteins, abgesehen von der Funktion als Transkriptionsfaktor, auch 

noch andere Auswirkungen haben. 
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4.1 Einfluss von Leptin auf die Plättchenaktivierung 

Leptin hat einen Einfluss auf die Plättchenaktivierung. Dies konnte schon von 

verschiedenen Arbeitsgruppen (z.B. Nakata et al. 1999, Konstantinides et al. 2001, 

Dellas et al. 2007) gezeigt werden. Ob sich dahingehend etwas aufgrund der 

Mutation der ObRs/s-Mäuse verändert, wurde im Rahmen dieser Studie untersucht  

 

Vorab wurden zunächst die Thrombozytenfunktion und die Hämatopoese untersucht. 

Diese Tests dienten der Feststellung gegebenenfalls vorhandener Unterschiede 

zwischen den Genotypen, die die weiteren Experimente hätten beeinflussen können. 

Der Tail Bleeding Assay (Abb.6) spiegelte die Blutungszeit der beiden Genotypen 

wider. Hierbei wurden zwei Messpunkte (erstes und endgültiges Sistieren der 

Blutung) festgelegt. Des Weiteren wurde der innerhalb von 30 sek eintretende 

Blutverlust (WT: 3,02,6 µl vs. ObRs/s: 4,24,4 µl) verglichen (Abb. 7). Weder die 

Blutbilder noch die basalen Thrombozytenfunktionstests ließen signifikante 

Unterschiede zwischen den beiden Genotypen erkennen, so dass die folgenden 

Versuche nicht durch Unterschiede auf dieser Ebene beeinflusst worden wären. 

 

In Hinblick auf die STAT3-Funktion in Plättchen wurden als nächstes 

Adhäsionsstudien durchgeführt. Zum einen sollte untersucht werden, ob sich die 

Ergebnisse der humanen Thrombozyten-Adhäsionsversuche (Dellas et al. 2007) 

bestätigen lassen und zum anderen, ob STAT3 für diese Aktion von Bedeutung ist 

und somit Unterschiede zwischen den Genotypen erkennbar sind. 2007 konnten 

Dellas et al. zeigen, dass auch Leptin allein fähig ist, Thrombozyten zu aktivieren. 

Dosisabhängig verstärkte Leptin die Plättchenadhäsion auf Fibrinogen und führte zu 

einer zytoskelettalen Reorganisation der adhärierenden Plättchen. Dies äußerte sich 

in einer Vergrößerung der Plättchenoberfläche. Auch in dieser Studie konnten einige 

dieser Erkenntnisse bestätigt werden. Bei ObRs/s-Mäusen und WT-Mäusen konnte 

unter Leptinstimulation eine signifikante Zunahme der an Fibrinogen adhärierenden 

Plättchen beobachtet werden. Betrachtet man nur die unstimulierten Plättchen 

(absolute Zahlen), so adhärierten signifikant weniger ObRs/s-Plättchen im Vergleich 

zu WT-Plättchen (Abb. 8a). Verglich man die Adhärenz innerhalb eines Genotyps, 

zeigte sich eine dosisabhängige Zunahme der haftenden Thrombozyten in beiden 
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Gruppen (Abb. 8a, 10). Der stärkste Leptineffekt wurde jeweils bei einer Stimulation 

mit 10 ng/ml deutlich. Höhere Dosen (100 ng/ml) führten nur bei den ObRs/s-Maus-

thrombozyten zu einer weiteren Zunahme dieses Effekts (Abb. 8a). Auch auf das 

sog. „Spreading“ als Teil der Aggregationskaskade nimmt Leptin nachweislich 

Einfluss. Dies ließ sich bei humanen Plättchen demonstrieren (Dellas et al. 2007). 

Aber auch die Oberfläche muriner Plättchen wird unter Leptinstimulation größer (Abb. 

12). Die Größenzunahme der Fläche bei ObRs/s-Thrombozyten war signifikant, 

wohingegen eine signifikante Flächenzunahme bei WT-Plättchen nur knapp nicht 

erreicht wurde.  

 

Da die Adhäsionsversuche keine gravierenden Unterschiede zwischen den 

Genotypen aufdeckten, wurde auf Aggregationsstudien verzichtet. Hinzukommend 

wären die dafür benötigten großen Blutmengen (5 ml= 5 Mäuse pro Versuch) kaum 

verfügbar gewesen.  

 

Die schon erwähnten Versuchsergebnisse lassen vermuten, dass dem 

Transkriptionsfaktor STAT3 keine bedeutende Rolle hinsichtlich der Leptin-

induzierten Plättchenadhäsion oder –aktivierung zukommt. Dennoch gibt es Studien, 

die Zusammenhänge zwischen Leptin, STAT3 und Integrinen belegen. Vorarbeiten 

der Arbeitsgruppe konnten zeigen, dass die Leptinbindung an seinen Rezeptor zu 

einer verstärkten Phosphorylierung des Integrins β5 in CACs (circulating angiogenic 

cells) führt und das daran eine (zeitabhängige) Aktivierung der Janus-Kinase (Jak2) 

und der Src-Kinase beteiligt sind (Heida et al. 2010). Ebenso führt in Plättchen die 

Bindung von Leptin an seinen Rezeptor zu einer verstärkten Adhäsion/Aktivierung 

der Thrombozyten, welche eine Aktivierung des Fibrinogenrezeptors voraussetzt. Die 

Src-Kinase ermöglicht wiederum eine STAT3-Phosphorylierung (Yu et al. 1995, Cao 

et al. 1996). Eine vermehrte Expression des Integrins β5 in CACs führt zu einer 

verstärkten Phosphorylierung dieses Integrins und der Src-Kinase, woraus eine 

STAT3-Aktivierung resultiert. Diese spielt sich jedoch downstream von Integrinen und 

der Src-Kinase ab und scheint deshalb nicht für die Aktivierung des Integrins selbst 

wichtig zu sein (Leifheit-Nestler et al. 2010). Eine Aktivierung des 

Fibrinogenrezeptors ist im Rahmen des inside-out signalings in Plättchen über 

Tyrosinkinasen wie Src und Syk möglich (Shattil et al. 1998). Zusammenfassend 
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scheint STAT3 im Gegensatz zur Src-Kinase bei der Aktivierung von Integrinen, 

insbesondere des Fibrinogenrezeptors, keine bedeutende Rolle zu spielen. 

 

Die Bindung der Thrombozyten an Fibrinogen ist ein wichtiger Bestandteil der 

Adhäsion und späteren Thrombusbildung. Dieser Fibrinogenbindung geht eine 

agonisteninduzierte Konformationsänderung des Integrins αIIbβ3 voraus (Shattil et 

al. 1998). Mithilfe durchflusszytometrischer Analysen der Plättchen beider Genotypen 

ließ sich dies bestätigen. Die Stimulation mit ADP führte zu einer dosis- und 

zeitabhängigen Zunahme der Fibrinogenbindung (Abb 13). In beiden Gruppen war 

der ADP-Effekt annähernd gleich. Die alleinige Stimulation mit Leptin hatte keinen 

Effekt (nicht dargestellt). Das entspricht früheren Untersuchungen, die zeigen, dass 

Leptin ein Ko-Faktor, aber kein eigenständiger Plättchenagonist ist. Die Kombination 

aus ADP und Leptin verstärkte die alleinige ADP-Wirkung nicht. Des Weiteren wurde 

versucht, die Leptin-induzierte Integrin-αIIbβ3-Aktivierung durch Verwendung des 

murinen Fibrinogenrezeptor-Antikörpers (Klon JON/A) zu bestätigen. In humanen 

Plättchen konnte dies 2007 durch die PAC-1-Antikörperbindung gezeigt werden. 

Effekte waren durch alleinige Leptinstimulation und additiv zu ADP zu sehen (Dellas 

et al. 2007). Bei den scheinbar schwieriger aktivierbaren Mausthrombozyten 

funktionierte erneut nur der Agonist ADP. Die alleinige Leptinstimulation zeigte 

keinen Effekt. Um zu sehen, ob eine fehlende Plättchenaktivierung der Grund für das 

Nichtreagieren des Fibrinogenrezeptors (keine Zunahme der FITC-

Fibrinogenbindung, keine verstärkte Bindung des Fibrinogen-Antikörpers) war, wurde 

die Expression von P-Selektin auf den Plättchen untersucht. Dieses nur auf 

aktivierten Thrombozyten exprimierte Protein, sollte durch den CD62P-Antikörper 

erfasst werden. Bei diesem Aktivierungsnachweis funktionierte nur die Stimulation 

mit dem sehr starken Agonisten PMA. Die schwachen Agonisten Leptin und ADP 

zeigten keinen Aktivierungseffekt, d.h. es konnte keine vermehrte Bindung von 

CD62P nachgewiesen werden. Der Kontrollversuch mit humanen Plättchen (nicht 

dargestellt) funktionierte hingegen auch mit ADP. Um eine falsche Stimulationsdosis 

oder eine zu geringe/lange Stimulationszeit als Ursache für den nicht vorhandenen 

Leptineffekt bei Mäusen auszuschließen, wurden in dieser Studie (analog zu den 

Versuchen mit humanen Plättchen) verschiedene Leptindosen (1, 10 und 100 ng/ml) 

und Stimulationszeiten gewählt. Außerdem wurde speziell rekombinantes Maus-

Leptin verwendet. Das Gesamtergebnis dieser Versuche ließ jedoch vermuten, dass 
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murine Plättchen im Vergleich zu humanen weniger sensitiv und deshalb schwerer 

aktivierbar sind. Leptin wäre somit ein zu schwacher Agonist. Dass Unterschiede 

hinsichtlich der Ansprechrate von Thrombozyten auf Leptin bestehen können, zeigte 

eine Studie aus dem Jahr 2005 (Giandomenico et al. 2005). Diese Erkenntnis 

basierte jedoch auf der Untersuchung humaner Thrombozyten. Die 

Expressionsdichte des Leptinrezeptors auf Thrombozyten sog. „Non-Responder“ war 

deutlich geringer im Vergleich zu der der „Responder“. Ligandenbindungs-Versuche 

unterstützten die Annahme unterschiedlicher Ansprechraten, indem festgestellt 

werden konnte, dass „Responder“ 2,5 Mal so viel Leptin binden können wie „Non-

Responder“. Ob dieses Phänomen auch auf Mäuse bzw. unterschiedliche Maus-

Genotypen zutrifft ist unbekannt. 

 

Andererseits gibt es Studien, die Leptin einen aggregationsfördernden Effekt 

absprechen und behaupten, dass andere Faktoren für die verstärkte 

Plättchenaggregation bei hohen Leptinspiegeln verantwortlich sind (Ozata et al. 

2001). Im Gegensatz zu den Ergebnissen schon genannter Arbeitsgruppen (z.B. 

Nakata et al. 1999, Corsonello 2003, Dellas et al. 2007), konnten Ozata et al. Leptin 

keinen verstärkenden Effekt auf die agonisteninduzierte Aggregation nachweisen, 

nicht einmal bei supraphysiologischen Leptindosen von 500 ng/ml. Mögliche Gründe 

für den nicht vorhandenen Leptineffekt bei dieser Studie könnten neben der oben 

erwähnten schlechten Ansprechrate bei „Non-Respondern“ auch eine zu starke 

basale Aktivierung der Plättchen gewesen sein. Diese würde die ohnehin relativ 

schwach ausgeprägte aggregationsfördernde Wirkung von Leptin verhindern. Die 

Analysen zur Expression von P-Selektin in unserer Studie zeigen, dass eine hohe 

basale Aktivierung nicht Ursache des fehlenden Ansprechens war. 

 

Die Frage, warum die Stimulation der Thrombozyten mit Leptin einen verstärkenden 

Effekt auf die Adhäsion hat, durchflusszytometrisch aber keine verstärkte 

Fibrinogenbindung nachgewiesen werden konnte, lässt sich möglicherweise mit 

folgendem Ansatz erklären. Fibrinogen gibt es in verschiedenen Formen. Zum einen 

gibt es das „fixierte“ und zum anderen das „lösliche“ Fibrinogen. Die 

Adhäsionsversuche, durch die ein deutlicher Leptineffekt demonstriert werden 

konnte, wurden auf „fixiertem“ Fibrinogen vorgenommen. Die Durchflusszytometrie, 

mit der eine nach Leptinstimulaton verstärkte Bindung des Fibrinogens an den 



  58 

Rezeptor misslang, wurde hingegen mit „löslichem“ Fibrinogen durchgeführt. Die 

Bindung an lösliches Fibrinogen setzt im Gegensatz zur Bindung an unbewegliches 

Fibrinogen eine Aktivierung des Rezeptors voraus (Gibbins 2004). Und da Leptin nur 

ein sehr schwacher Aktivator ist, reichte der Wirkeffekt hierfür möglicherweise nicht 

aus. 
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4.2 STAT3-Signaltransduktion in Plättchen 

Bisherige Studien zur Signaltransduktion von Leptin konnten zeigen, dass STAT3 

eine Art Schlüsselprotein ist und eine zentrale Rolle in der Regulierung der 

Nahrungsaufnahme im zentralen Nervensystem spielt (Bates et al. 2003). Auch die 

Signalweiterleitung über den thrombozytären Leptinrezeptor und die 

prothrombotischen Auswirkungen sind mittlerweile weitestgehend bekannt. Die 

Aktivierung von Jak2 spielt dabei eine zentrale Rolle. Zum einen folgt daraufhin die 

Phosphorylierung von PLCγ2, PI3K und PKC. Diese Kaskade endet in der 

Aktivierung des Integrins αIIbβ3 und der damit verbundenen Zunahme der 

Fibrinogenbindung. Zum anderen wird über die Aktivierung des p38-MAP-Kinase-

PLA2-Signalweges eine vermehrte Thromboxan-Bildung angeregt. Beide Wege 

resultieren in einer verstärkten Plättchenaggregation (Dellas et al. 2007, Corsonello 

et al. 2005). In Vorarbeiten wurde zudem herausgefunden, dass die Stimulation 

humaner Plättchen mit Leptin unter anderem zu einer Aktivierung / Phosphorylierung 

von STAT3 führt. Welche Auswirkung dies jedoch auf Thrombozyten hat, blieb 

bislang unklar und wurde somit Ziel der Untersuchungen dieser Arbeit. Da bei den 

mutierten ObRs/s-Mäusen das Tyrosin an der Stelle 1138 durch Serin ausgetauscht 

wurde, war anzunehmen, dass eine STAT3-Aktivierung durch Leptin nicht mehr 

möglich ist. Aufgrund dessen wurden Western-Blot-Analysen mit den Proteinlysaten 

der aus Vollblut isolierten Mausthrombozyten durchgeführt. Die Leptinstimulation 

erfolgte mit einer physiologischen Konzentration von 10 ng/ml und verschiedene 

Stimulationszeiten (2, 5, 10 min) wurden getestet. Die Western Blots ergaben 

zunächst, dass in den Plättchen beider Genotypen Jak2 zeitabhängig phosphoryliert 

wird. Da die Jak2-Phosphorylierung der STAT3-Aktivierung vorausgeht und 

unabhängig von dem Tyr1138 abläuft, war dieses Ergebnis auch das erwartete und 

bestätigte zudem noch das Ergebnis humaner Plättchenuntersuchungen (Dellas et 

al. 2007). Daraufhin wurde die STAT3-Aktivierung untersucht. Überraschenderweise 

zeigte sich auch hier eine zeitabhängige Phosphorylierung in beiden Genotypen. 

Wieder wurde nach zweiminütiger Leptinstimulation eine Zunahme der Aktivierung 

festgestellt. Im Gegensatz zur Jak2-Phophorylierung blieb hier der Aktivierungsgrad 

nach längerer Leptinstimulation jedoch nicht gleich, sondern nahm bei WT-Mäusen 

bis zu der maximalen Stimulationszeit von 10 Minuten leicht zu. Auch in humanen 
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Plättchen nahm die Leptin-induzierte STAT3-Aktivierung bis zu einer Stimulationszeit 

von 10 min zu (Dellas et al 2007). Bei den ObRs/s-Mäusen hingegen zeigte sich eine 

zunehmende Aktivierung nur bis zu einer fünfminütigen Leptinstimulation. Nach 10 

Minuten nahm die Phosphorylierung wieder ab. Insgesamt war die STAT3-

Aktivierung in ObRs/s-Thrombozyten deutlich schwächer und verkürzt. Um ein 

methodenspezifisches Ergebnis auszuschließen, wurde die STAT3-Aktivierung noch 

zusätzlich in der Durchflusszytometrie untersucht. Auch hier ließ sich eine 

Phosphorylierung des Transkriptionsfaktors in beiden Genotypen darstellen. Wieder 

schien die Aktivierung ausgeprägter bei WT-Mäusen. Diese Erkenntnisse legten die 

Vermutung nahe, dass Leptin zusätzlich über alternative Wege zu einer STAT3-

Aktivierung führen könnte. Das deutlich schwächere STAT3-Aktivierungsergebnis 

ließ jedoch annehmen, dass dieser Alternativweg weniger effizient ist. Verschiedene 

Studien konnten zeigen, dass STAT3 auch unabhängig von Tyr1138 des 

Leptinrezeptors aktiviert werden kann, z.B. über Src-Kinasen, welche –ähnlich wie 

Jak2- an Tyr985 binden (z.B. Yu et al. 1995, Cao et al. 1996, Leifheit-Nestler et al. 

2010). Die Leptinbindung an seinen Rezeptor induziert eine zeitabhängige 

Aktivierung von Jak2 und der Src-Kinase (Heida et al. 2010). Die Src-Kinase 

wiederum ist ein bekannter Aktivator von STAT3 (Leifheit-Nestler et al. 2010). Dieser 

Zusammenhang zwischen Leptin und Src-Kinasen könnte somit möglicherweise die 

beobachtete Tyr1138-unabhängige STAT3-Aktivierung in den Thrombozyten von 

ObRs/s-Mäusen erklären. Ob jedoch die zeitabhängige, Leptin-induzierte Src-

Kinasen-Aktivierung auch für die zeitabhängige Verstärkung der STAT3-

Phosphorylierung verantwortlich ist, konnte leider nicht untersucht werden.  
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4.3 STAT3 und Megakaryopoese 

Der zu untersuchende Transkriptionsfaktor STAT3 spielt wichtige Rolle in der frühen 

Phase der Megakaryopoese. Dies geschieht vermutlich durch die Expansion 

megakaryotscher Vorläuferzellen (Kirito et al. 2002). Ob dieser Effekt auch 

Auswirkungen auf das „Endprodukt Thrombozyten“ hat, sollte mithilfe der 

Thrombozytenzählung ermittelt werden. Es resultierten keine signifikanten 

Unterschiede zwischen den Genotypen. Auch lagen die jeweiligen Zahlen im 

Referenzbereich. Dennoch fanden sich hinsichtlich der Thrombozytenzahl sehr 

unterschiedliche Referenzwerte in der Literatur. Die Werte dieser Studie, erhoben 

durch eine manuelle Auzählung mithilfe einer Zählkammer nach Neubauer, bezogen 

sich auf den Referenzbereich von 300-1000 x103/µl Blut (McGarry et al. 2009). 

Überwiegend findet man in der Literatur jedoch durchschnittliche Plättchenzahlen 

unbehandelter Mäuse, die über 1000 x103/µl Blut liegen (z.B. Levin und Ebbe 1994, 

Schmitt et al. 2001). Die Erklärung für diese unterschiedlichen Angaben findet sich 

bei der Betrachtung der angewendeten Methoden zur Blutentahme und 

Plättchenauszählung (Levin und Ebbe 1994). Gängige Methoden zur Blutentnahme 

sind beispielsweise die Blutentnahme aus dem retroorbitalen Venenplexus oder die 

nach Phlebotomie aus der Schwanzvene. Die Auszählung erfolgt meistens 

maschinell. Hierbei ist jedoch zu beachten, dass murine Thrombozyten deutlich 

kleiner sind als humane und deshalb Ungenauigkeiten auftreten können. Abgesehen 

davon kann auch allein die Anwendung verschiedener Coulter unterschiedliche 

Ergebnisse erzielen. Dies kann man durch eine manuelle Auszählung der Plättchen 

(unter dem Lichtmikroskop) in einer Zählkammer nach Neubauer umgehen. Des 

Weiteren ist eine unbemerkte Thrombozytenaggregation eine mögliche weitere 

Fehlerquelle, die zu niedrigen Plättchenzahlen führen kann. Mit einem Blutausstrich 

ließe sich dies kontrollieren bzw. ausschließen.  
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4.4 Limitationen der Studie 

Einschränkungen dieser Studie betreffen das Fehlen einer Vergleichsgruppe 

adipöser Mause mit intakter Leptinrezeptorsignaltransduktion. Zusätzliche 

Plättchenuntersuchungen von db/db-Mäusen hätten Effekte, die nur durch 

Adipositas, nicht aber durch die Mutation der ObRs/s-Mäuse bedingt sind, aufdecken 

können. Da in dieser Studie jedoch keine gravierenden Unterschiede zwischen WT- 

und ObRs/s-Mäusen entdeckt werden konnten, schien die Hinzunahme von db/db-

Mäusen nicht notwendig. 

 

Ein weiterer Limitationspunkt dieser Studie ist das Fehlen von in-vivo-Analysen. Die 

Feststellung mutationsbedingter Unterschiede bei der Durchführung dieser meist 

sehr aufwendigen Experimente erachteten wir aufgrund der in-vitro-Datenlage jedoch 

als sehr gering und verzichteten deshalb darauf. 
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5 Zusammenfassung 

 

Vorarbeiten zeigten, dass der Leptinrezeptor auch auf Thrombozyten exprimiert wird 

(Nakata et al. 1999) und dass Leptin dosisabhängig aggregationsfördernd wirkt. 

Aufbauend auf dieser Erkenntnis wurde in den letzten Jahren der Einfluss von Leptin 

auf die Thrombozyten genauer untersucht und zunächst festgestellt, dass nicht nur 

die Genese arterieller (z.B. Konstantinides et al 2001a, Bodary et al. 2002), sondern 

auch die venöser Thrombosen (Konstantinides et al. 2004) durch Leptin gefördert 

wird. Auch der Weg der intrazellulären Signaltransduktion, der für diese 

prothrombotischen Leptineffekte verantwortlich ist, wurde mittlerweile weitestgehend 

entschlüsselt. Das zentrale Signalmolekül ist hierbei Jak2. Über die Phosphorylierung 

unterschiedlicher Tyrosinreste im Leptinrezeptor und weiterer 

Signaltransduktionsproteine resultieren die vermehrte Bildung von Thromboxan und 

die verstärkte Aktivierung des Fibrinogenrezeptors (Dellas et al. 2007). Jak2 

phosphoryliert außerdem den Transkriptionsfaktor STAT3. Welchen Effekt dies 

jedoch auf die Aktivierung bzw. Adhäsion von Blutplättchen hat, blieb bislang 

ungeklärt und war somit Ziel dieser Studie. 

 

Zunächst erfolgten Untersuchungen der Hämatopoese und basale 

Thrombozytenfunktionstest, um grundlegende Unterschiede zwischen den WT-

Mäusen und Mäusen, denen aufgrund einer Punktmutation in Tyr1138 des 

Leptinrezeptors die Fähigkeit zur Leptin-vermittelten STAT3-Aktivierung fehlte 

(ObRs/s-Mäusen), zu erfassen bzw. auszuschließen. Da keine signifikanten 

Unterschiede beim Vergleich der Blutbilder oder der Blutungszeit festgestellt wurden, 

kann davon ausgegangen werden, dass alle weiteren Versuche unter gleichen 

Ausgangsbedingungen abliefen. Als Teil der Aggregationskaskade wurde als 

nächstes die Adhäsion von Blutplättchen untersucht. Zusammenfassend zeigte sich 

hierbei, dass diese fibrinogenspezifisch ist und Leptin (stärkste Effekte bei einer 

Stimulation mit 10 ng/ml) bei beiden Genotypen zu einer Zunahme anhaftender 

Thrombozyten führt. Außerdem adhärierten die unstimulierten Thrombozyten der 

ObRs/s-Mäuse im Vergleich zu denen der Wildtypen weniger stark. Ein signifikanter 

Unterschied ließ sich jedoch nur nach Auswertung absoluter Zahlen (Abb. 8a), nicht 



  64 

jedoch prozentual in Bezug auf die unstimulierte WT-Kontrolle (Abb. 11) nachweisen. 

Die Vergrößerung der Plättchenfläche nach Leptinstimulation war in beiden 

Populationen erkennbar, jedoch nur bei den ObRs/s-Mäusen signifikant. Die 

Aggregationskaskade weiter verfolgend wurden anschließend Versuche zur 

Expression des Fibinogenrezeptors, der Bindung löslichen Fibrinogens und der 

Plättchenaktivierung durchgeführt. Mithilfe durchflusszytometrischer Analysen 

gelangen sowohl der direkte (durch Verwendung eines spezifischen 

Fibrinogenrezeptorantikörpers) und der indirekte (über eine verstärkte 

Fibrinogenbindung) Nachweis der Rezeptoraktivierung. Die Ergebnisse der 

Adhäsionsversuche ließen annehmen, dass Leptin eine verstärkte 

Fibrinogenrezeptoraktivierung induziert. Diese Aktivierung erfolgte jedoch nur nach 

Stimulation mit ADP, während Leptin alleine oder in Kombination mit ADP keinen 

(zusätzlichen) Effekt zeigte. Da Leptin aber nur ein schwacher Agonist ist und auch 

schon bei humanen Thrombozyten nur geringe Effekte zeigte (Dellas et al. 2007), 

war dieses Ergebnis nicht überraschend. Die mit der Plättchenaktivierung 

einhergehende P-Selektin-Expression sollte durch die Verwendung eines 

spezifischen Antikörpers (CD62P) demonstriert werden. Auch hierbei erwies sich, wie 

erwartet, Leptins agonistische Wirkung als nicht ausreichend. Der schwache 

Plättchenagonist ADP führte ebenfalls zu keiner Aktivierungszunahme. Lediglich der 

sehr starke Agonist PMA konnte eine verstärkte Plättchenaktivierung hervorrufen. 

Betrachtet man isoliert diese Ergebnisse, hat Leptin demnach keinen Einfluss auf die 

Thrombozytenaktivierung in Mäusen, denn weder allein, noch additiv zu ADP, konnte 

ein positiver Effekt erzielt werden. Basierend auf den Ergebnissen der 

Adhäsionsversuche, ließe sich der nicht vorhandene Leptineffekt mit einer für diese 

Versuche zu schwachen agonistischen Wirkung oder einer im Vergleich zu humanen 

Plättchen höheren Aktivierungsschwelle der Mausthrombozyten erklären. 

Nachdem hinsichtlich Hämatopoese, Plättchenadhäsion und Expression des 

Fibrinogenrezeptors keine wesentlichen Unterschiede zwischen den Genotypen 

festgestellt werden konnten, wurde auf die Durchführung ursprünglich geplanter 

Aggregationsversuche verzichtet. Die für diese Experimente benötigte Menge an 

Mausblut hätte in keiner Relation zu dem erwarteten Ergebnis (kein Unterschied 

zwischen den Genotypen) gestanden.  

 

Für die bisherigen untersuchten Vorgänge schien STAT3 nicht wichtig zu sein, aber 
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es blieb noch die Untersuchung der Signaltransduktion. Zunächst wurde in 

Thrombozyten beider Genotypen durch Western-Blot-Analysen die zu erwartende 

Jak2-Aktivierung nachgewiesen. Die Untersuchung des nächsten 

Aktivierungsschrittes ergab überraschenderweise, dass auch in den Thrombozyten 

der ObRs/s-Mäuse eine STAT3-Aktivierung stattfindet. Diese war im Vergleich zu 

den WT-Mäusen jedoch weniger ausgeprägt und verkürzt. Um ein 

methodenspezifisches Ergebnis auszuschließen, wurde die Durchflusszytometrie als 

weitere Methode zum Nachweis einer STAT3-Aktivierung gewählt. Auf diese Weise 

konnte die Leptin-induzierte STAT3-Phosphorylierung reproduziert werden. Dieser 

Nachweis führte letztendlich zu der Vermutung, dass die Leptin-induzierte STAT3-

Aktivierung auch über alternative, Tyr1138-unabhängige, Wege ablaufen kann. 

 

Zusammenfassend lässt sich durch die Ergebnisse dieser Studie schlussfolgern, 

dass die Leptinrezeptor-vermittelte Aktivierung des Transkriptionsfaktors STAT3 

keine Auswirkung auf die Effekte von Leptin auf die Zahl und Funktion muriner 

Thrombozyten hat und keine herausragende Rolle für die Thrombozytenaktivierung 

und –adhäsion besitzt. Demnach ist die Leptin-induzierte STAT3-Aktivierung kein 

zusätzlicher Risikofaktor hinsichtlich der Thromboseentstehung.
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Summary 

 

Other studies have shown that the leptin receptor is also expressed on platelets 

(Nakata et al. 1999) and that leptin dose-dependent promotes platelet aggregation. 

According to these findings there have been many investigations of leptin and its 

influence to platelets. It was found out that leptin promotes both arterial (z.B. 

Konstantinides et al. 2001a, Bodary et al. 2002) and venous thrombosis 

(Konstantinides et al. 2004). Even the way of intracellular signal transduction, which 

is responsible for the prothrombotic effects of leptin, is almost decoded. The central 

signalling molecule is Jak2. Phosphorylation of leptin receptor`s different tyrosine 

residues and other signal transduction proteins leads to thromboxane generation and 

increases activation of fibrinogen receptor (Dellas et al. 2007). Furthermore the 

transcription factor STAT3 is phosphorylated by Jak2. At least it remained to be 

answered whether STAT3 has an effect to activation respectively adhesion of blood 

platelets. That was the aim of this study. 

At the beginning there have been investigations of hematopoiesis and platelet 

function to exclude basic differences between wild type mice and mice, which are 

based on a point mutation in tyrosine residue 1138 of the leptin receptor, unable to 

do a leptin-induced STAT3-activation. Because there were no significant differences 

regarding to blood count or bleeding time we had the same requirements for the 

following experiments. As a part of the aggregation cascade platelet adhesion was 

investigated next. In summary it could be shown that adhesion is fibrinogen-specific 

and leptin (strongest effect with 10 ng/ml) in both genotypes led to an increase of 

adhesion to immobilized fibrinogen. Furthermore unstimulated platelets of ObRs/s-

mice were less adherend in comparison to wild type platelets. A leptin-induced 

increase in platelet surface area could be demonstrated in both populations, but only 

significant in ObRs/s mice. To pursue the aggregation cascade, experiments 

concerning the expression of αIIbβ3 , binding of soluble fibrinogen an platelet 

activation followed. Using flow cytometry analysis the direct (using a specific 

fibrinogen receptor antibody) and indirect (about an increase of fibrinogen binding) 

activation of fibrinogen receptor were detectable. These results assumed that leptin 

induces an increase of fibrinogen receptor activation. But this activation only 

appeared after stimulation with ADP. Leptin alone or leptin combined with ADP had 

no (additional) effect. This result did not really surprise because it was already known 
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that leptin is just a weak agonist which even showed in human platelets only little 

effects (Dellas et al. 2007). The P-selectin-expression, which goes along with platelet 

activation, should be demonstrated by using a specific antibody (CD62P). Once 

again leptin alone had no effect. Only the very strong agonist pma generated an 

increase of platelet activation. Just observing these results leptin has no influence on 

platelet activation in mice. Based on the results of adhesion experiments there are 

two possible explanations for the lack of leptin effect on platelet activation. For 

instance leptin`s agonistic effect could be too weak for this experiment or mice 

platelets could have a higher threshold of activation than human platelets. 

Because there were no essential differences concerning hematopoiesis, platelet 

adhesion and expression of fibrinogen receptor between both genotypes, the 

aggregation experiments were cancelled. The expected results (no differences) 

would be out of all proportion to the amount of blood we needed for these 

experiments. 

 

So far STAT3 did not seem to be important for the investigated process but at least 

examination of signal transduction was left. At the beginning the expected Jak2 

activation could be detected by using western blot analysis. The investigation of the 

next activation step surprisingly showed that even in ObRs/s mice there is STAT3 

activation, which was in comparison to the wildtype mice less distinctive and shorter. 

To exclude a method specific result, the flow cytometry was chosen as another 

method. The leptin-induced STAT3 activation could be reproduced. This detection led 

to the assumption that leptin-induced STAT3 activation runs out an alternative, 

tyrosine 1138-independent way, as well. 

 

In conclusion, the results of this study declare that the leptin receptor-induced STAT3 

activation does not have any consequences of leptin`s effects regarding the amount 

and function of murine platelets and does not play an outstanding role for platelet 

activation and adhesion. So leptin-induced STAT3 activation does not seem to be 

another risk factor for thrombosis formation. 
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6 Abkürzungsverzeichnis  

 

ACD Acid-Citrate-Dextrose 

A. dest.  Aqua destillata, destilliertes Wasser 

ADP Adenosindiphosphat 

AgRP  Agouti-related peptide 

APS  Ammoniumpersulfat 

ATP Adenosintriphosphat 

BCA  Bicinchoninic acid 

BMI  Body Mass Index 

BSA  bovines Serum-Albumin 

CD  Cluster of differentiation 

CRP  C-reaktives Protein 

db  Leptinrezeptor (kodiert durch das Diabetes-Gen) 

DMSO  Dimethylsulfoxid 

EDTA  Ethylendiamintetraacetat  

ERK  Extracellular signal regulated kinases 

FITC  Fluoresceinisothiocyanat 

GAPDH  Glyceraldehyd- 3-Phosphat-Dehydrogenase 

GP  Glykoprotein 

HCl  Salzsäure 

HEPES  4-(2-hydroxyethyl)-1-piperazineethanesulfonic acid 

Jak2  Janus-Kinase 2 

Ko Kontrolle 

L1/10/100  Leptin 1/10/10 ng/ml 

LAMP1/2  Lysosomal-associated membrane protein 

MAPK  Mitogen-activated protein kinase 

-MSH  -melanozytenstimulierendes-Hormon 

NPY  Neuropeptide-Y 

Ob, ob  Leptin, Produkt des obesity-Gens 

Ob-Ra, b, c, d, e, f  Leptinrezeptor, verschiedene Isoformen 

osc/min  Oscillations per minute (Schwankungen pro Minute) 
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PAF  platelet activating factor 

PAI-1  Plasminogenaktivatorinhibitor-1 

PBS  Phosphate-buffered saline 

PDGF  Platelet-Derived-Growth-Factor 

PE  Phycoerythrin 

PFA  Paraformaldehyd 

PGE  Prostaglandin E 

PI3K  Phosphatidylinositol 3-Kinase  

PLA2  Phospholipase A2  

PLC2  Phospholipase C2 

PMA  phorbol 12-myristate 13-acetate  

PMSF  Phenylmethansulfonyl-Fluorid  

POMC  Proopiomelanocortin 

PRP  plättchenreiches Plasma 

PSGL-1  P-Selektin-Glykoprotein-Ligand-1 

rpm  rounds per minute 

s  Leptinrezeptor kodiert durch das Serin-Allel 

SDS  Sodium dodecyl sulfate  

SEM  Standard error of the mean, Standardfehler 

SHP-2  SH-containing tyrosine phosphatase 2 

SOCS3  Suppressor of cytokine signaling 3 

STAT3  Signal transducer and activator of transcription 3  

TBS/TBS-T  Tris-buffered Saline/Tris-buffered Saline + Tween 

TF  Tissue Factor 

TNF-  Tumornekrosefaktor- 

tPA  Tissue-Type Plasminogen Activator  

TPO  Thrombopoetin 

TXA2  Thromboxan A2 

Tyr  Tyrosin 

uPA  Urokinase Plasminogen Activator  

vWF  von-Willebrand-Faktor 

WT  Wildtyp 
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