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1 Einleitung 

1.1 Aufbau, Funktion und Bedeutung der intestinalen Barriere 

Die menschliche Darmbarriere hat eine Fläche von etwa 400m2 und ihr Anteil am körperlichen 

Energieaufwand beträgt etwa 40% [1]. Milliarden von Bakterien besiedeln diese 

Schleimhautoberfläche. Ihnen gegenüber steht das größte Immunsystem des menschlichen 

Körpers. Eine intakte Darmbarriere verhindert einen Verlust von Wasser und Elektrolyten und 

schützt vor dem Eindringen von Antigenen, Mikroorganismen und Toxinen [2, 3]. Jedoch werden 

über die Darmbarriere auch Moleküle zwischen Wirt und Umgebung ausgetauscht und die 

Aufnahme von Nährstoffen aus der Nahrung, sowie die Abfallsekretion müssen gewährleistet 

sein. Die Schleimhaut hat also zwei scheinbar gegensätzliche Funktionen. Zum einen ermöglicht 

sie die friedliche Koexistenz mit Darmsymbionten, ohne eine chronische Entzündung auszulösen, 

zum anderen eine dosierte Entzündungs- und Abwehrreaktion auf Krankheitserreger [4, 5]. Um 

diese zu gewährleisten, besteht die intestinale Barriere aus physikalischen, chemischen und 

biologischen Komponenten inclusive Mucus, Epithelzellen, die durch Tight Junctions verbunden 

sind, Immunzellen und dem intestinalen Mikrobiom [6].  

Im Darmlumen werden Bakterien und Antigene durch Magensäure und Pankreassekret 

abgebaut. Kommensale Bakterien verhindern die Besiedelung durch Pathogene, indem sie 

antimikrobielle Substanzen produzieren [7–10]. Nahe des Epithels schützt eine Schleimschicht, 

die aus Wasser, sowie sezenierenden und membrangebundenen Mucinen besteht, vor dem 

Eindringen von Mikroorgansimen und Toxinen  [11]. Das sezernierende Mucin Muc2, ein 

Glykoprotein, spielt eine wesentliche Rolle beim Schutz des Epithels. Muc2-Knockout-Mäuse 

entwickelten in einer Studie spontan eine schwere Dickdarmentzündung und 

entzündungsinduzierten Kolorektalkrebs [12, 13]. Im Dünndarm bildet die einfache 

Schleimschicht eine Diffusionsbarriere, die reich an antimikrobiellen Substanzen wie Defensinen, 

Lysozym und IgA ist. Diese können bei Bedarf von Paneth-Zellen abgesondert werden können 

[11]. Da der Schleim nicht mit der Darmwand verbunden ist, bewegt er sich in peristaltischen 

Wellen und transportiert Bakterien in den Dickdarm [14]. Im Dickdarm ist der Mucus in zwei 

Schichten organisiert: eine innere und eine äußere. Die innere Schicht ist praktisch undurchlässig 

für Bakterien und bildet eine Barriere, die Mikroorganismen vom Epithel trennt. Sie ist auch für 

die Hydrierung und Regeneration verantwortlich und wirkt als Schutzschild gegen 

Verdauungsenzyme [15]. Die äußere Schleimschicht des Dickdarms ist wie im Dünndarm 

weniger dicht und unverbunden mit der Darmwand. Im Gegensatz zur inneren Schleimschicht, 

die steril ist, ist die äußere Schleimschicht von Bakterien besiedelt, wobei die Daten darauf 

hinweisen, dass dort vor allem Bacterioides acidifaciens, Bacterioides fragilis und Akkermansia 

muciniphila vorkommen. Diese verhindern das Wachstum pathogener Stämme und regulieren 
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biochemische Vorgänge, die für den Erhalt der Struktur und Funktion des Gastrointestinaltrakts 

wichtig sind [16].  

Ein wesentliches Element der physikalischen Darmbarriere ist das Epithel (Abbildung 1). Das 

Dünndarmepithel besteht aus einer einzigen Schicht hochprismatischer Enterozyten, die mit 

sekretorischen Becher-, Paneth- und enteroendokrinen Zellen durchsetzt sind [17]. Um das 

Eindringen von Mikroorganismen, Toxinen und Antigenen zu verhindern, gleichzeitig aber den 

Einstrom von Ionen und gelösten Stoffen zu ermöglichen, sind benachbarte Epithelzellen durch 

den apikalen Junktionskomplex verbunden, zu dem Tight Junctions (zonula occludens), 

Adherens Junctions (zonula adherens) und Desmosomen (macula adherens) zählen [6, 18]. Die 

Tight Junctions bilden eine selektiv durchlässige Barriere, die im Allgemeinen den 

geschwindigkeitsbestimmenden Schritt des parazellulären Transports darstellt. Tight Junction-

Komplexe bestehen aus Claudinen, Zonula occludens und Occludinen. Die Adherens Junction 

(bestehend aus E-cadherin, α-catenin und ß-Catinin) und das Desmosom bieten essentielle 

adhäsive und mechanische Eigenschaften, die zur Barrierefunktion beitragen, aber den 

parazellulären Raum nicht versiegeln [3, 6].  

Unter der Epithelschicht befindet sich die Lamia propria, eine lockere Bindegewebsschicht, die 

Blut- und Lymphgefäße, Immunzellen und andere Komponenten enthält. Epithel und Lamina 

propria bilden die Zotten- und Kryptenarchitektur des Dünndarms [6]. In den Krypten befinden 

sich Stammzellen, Panethzellen, die antimikrobielle Peptide freisetzen und zur Aufrechterhaltung 

der Stammzellnische beitragen [9], sowie enteroendokrinen Zellen. Paneth- und enteroendokrine 

Zellen sind nicht aktiv proliferativ [6]. Tochterzellen, die aus der Teilung von Stammzellen 

hervorgehen, wandern aus der Krypta heraus und in Richtung der Zotten [6]. Die unter der Lamina 

propria liegende Muscolaris mucosae trennt die Mukosa von der Submukosa. Die Submukosa 

enthält größere Gefäße, Lymphgefäße, Fettgewebe und Immunzellen. Die Muscularis propria des 

Darms wird durch eine Ring- und eine Längsmuskelschicht gebildet [6].  
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Abbildung 1: Aufbau der intestinalen Barriere im Dünndarm. Intestinale Epithelzellen bilden eine physikalische 
und biochemische Barriere gegen die Diffusion von Krankheitserregern, Toxinen und Allergenen aus dem Darmlumen 
in das Schleimhautgewebe (links). Das Zusammenspiel einer adhäsiven Mucusschicht, von Immunglobulin A, 
antimikrobiellen Peptiden und interzellulären Tight Junctions bildet das komplexe System der intestinalen Barriere. Die 
Tight Junctions werden durch einen Multiproteinkomplex gebildet, der sich im apikalen Teil der lateralen Membran von 
Epithelzellen befindet (rechts). Die TJ-Struktur umfasst Transmembranproteine wie Claudin, Occludin und JAM-A 
(Junctional Adhesion Molecule-A) sowie intrazelluläre Plaque-Proteine wie ZO (Zonula Occludens) und Cingulin. 
Modifiziert nach [19] 

Schädigung der Darmbarriere 

Störungen der intestinalen Barrierefunktionen können zu schwerwiegenden gastrointestinalen 

sowie extraintestinalen Beschwerden führen. Das sogenannte „Leaky-Gut-Syndrom“ wird durch 

eine erhöhte intestinale Permeabilität aufgrund von Veränderung der Expression und Funktion 

von Tight Junction-Proteinen verursacht [3]. Infolge einer Immunaktivierung kann es zu 

chronischen Entzündungen des Darmgewebes kommen. Durch eine bakterielle Translokation 

können Endotoxine über den Blutkreislauf in die verschiedenen Organe gelangen, was mit der 

Entstehung verschiedenster extraintestinaler Erkrankungen wie alkoholischen und nicht-

alkoholischen Lebererkrankungen, Diabetes, Adipositas und chronischen Nierenerkrankungen in 

Verbindung gebracht wird [19].  

Erkrankungen, die mit einer erhöhten intestinalen Permeabilität verbunden sind, treten vor allem 

in westlichen Ländern auf, in denen die Ernährung reich an Fett und raffinierten Kohlenhydraten 

ist. In einer Vielzahl von Studien zeigte sich, dass vor allem Fructose einen wesentlichen Einfluss 

auf die intestinale Permeabilität hat und dass ein übermäßiger Konsum negative Effekte auf die 

intestinale Barrierefunktion hat, indem sie zum Beispiel Tight Junction-Proteine schädigt [3]. 

Immer wieder konnte gezeigt werden, dass die Entwicklung einer nichtalkoholischen 

Fettlebererkrankung, die nicht nur mit einer generellen Überernährung, sondern im Speziellen 

auch mit einer erhöhten Fett- und Fructoseaufnahme assoziiert wird, mit Veränderungen  
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der intestinalen Barrierefunktion sowie einem erhöhten bakteriellen Endotoxinspiegel 

zusammenhängt [20–24].   

Mechanismen 

Ein Verlust der Barrierefunktion geht mit einer erhöhten Permeabilität der parazellulären Tight 

Junctions infolge der Aktivierung der Myosin Light Chain Kinase (MLCK) und der 

Phosphorylierung von Myosin II regulatory light chain (MLC) einher. Die MLCK-Aktivierung löst 

eine Kontraktion des Aktinmyosinrings aus, wodurch es zu einer Reorganisation der Struktur und 

Zusammensetzung der Tight Junctions sowie der Endozytose von Occludin kommt. Dies kann 

durch proinflammatorische Zytokine wie TNF-α und IL-1ß ausgelöst werden [25]. Auch der 

Natrium-Nährstoff-Cotransport erhöht die parazelluläre Permeabilität durch die Aktivierung von 

MLCK, was ebenfalls zu einer Reorganisation des Aktinmyosinrings führt [26–28].  Dies ist 

essenziell für die Aufnahme von Nährstoffen aus dem Darmlumen. Allerdings kommt es hierbei 

zu keiner Endozytose von Occludin, die für die wesentlich stärkere Zunahme der 

makromolekularen Permeabilität bei der Aktivierung von MLCK durch Zytokine verantwortlich ist 

[25, 29]. Als Gegenspieler der MLCK kann die Myosin Light Chain Phosphatase (MLCP) 

betrachtet werden [30]. Die Aktivität beider Enzyme wird beispielsweise durch RhoA beeinflusst, 

einer GTPase, die infolge ihrer Aktivierung mithilfe von Guanosintriphosphat (GTP) MLCP 

inhibieren und dadurch die Phosphorylierung der MLC fördern kann, was zu einer Kontraktion 

des Zytoskeletts führt und dadurch die Stabilität der Tight Junction Proteine beeinflusst [31–33]. 

Diese kann auch durch die Phosphorylierung bzw. Dephosphorylierung der Tight Junction 

Proteine beeinflusst werden. Für den Erhalt der intestinalen Integrität ist ein Gleichgewicht der 

phosphorylierten und dephosphorylierten Tight Junction Proteine entscheidend [34]. Pathogene 

und Entzündungsmediatoren können eine erhöhte Aktivität verschiedener Kinasen (z.B. ROCK 

[35]) induzieren, wodurch es zu einer Phosphorylierung der Tight Junction Proteine kommt. 

Dadurch können diese nicht mehr mit anderen Proteinen des Komplexes interagieren und der 

parazelluläre Spalt öffnet sich  [19, 36]. 

 

  



Einleitung 

15 

1.2 Fructose als Modulator metabolischer Erkrankungen  

Fructose ist ein Monosaccharid mit der Summenformel C6H12O6, das natürlicherweise in Obst, 

Gemüse und Honig vorkommt [37]. Fructose kann in Lebensmitteln in freier Form, gebunden an 

Glucose als das Disaccharid Saccharose (Abbildung 2) und in polymerisierter Form in Fructanen 

vorliegen [38]. Verarbeitete Lebensmittel werden in Europa hauptsächlich mit Saccharose 

gesüßt, die je zur Hälfte aus Glucose und Fructose besteht [39]. In den USA werden 

kohlensäurehaltige Getränke, Backwaren, Obstkonserven, Marmeladen und Milchprodukte heute 

hauptsächlich mit high fructose corn syrup (HFCS) gesüßt, der üblicherweise zwischen 42 und 

92 Prozent Fructose enthält und eine kostengünstigere Alternative zu Haushaltszucker 

(Saccharose) darstellt [40, 41].   

 

 

Abbildung 2: Chemische Struktur von Saccharose. Saccharose ist ein Disaccharid, das aus einem Molekül 
Fructose und einem Molekül Glucose besteht, die über eine glykosidische Bindung miteinander verbunden sind [42]. 

Konsum  

Der Fructosekonsum in den westlichen Industrienationen ist in den vergangenen Jahrzehnten 

rasant gestiegen [40, 43]. In der aktuellen WHO-Leitlinie wird empfohlen, dass die verzehrte 

Menge an freien Zuckern bei Erwachsenen und Kindern weniger als 10 % der empfohlenen 

täglichen Kalorienzufuhr betragen sollte [44]. Freie Zucker sind Monosaccharide (Glucose und 

Fructose), sowie Disaccharide (Saccharose und Lactose), die entweder schon natürlich in 

Lebensmitteln wie Honig, Sirup und Fruchtsaft enthalten sind oder bei der Verarbeitung zugesetzt 

werden [45, 46]. Aus Verzehrsstudien geht hervor, dass der  tatsächliche Anteil des verzehrten 

freien Zuckers an der Gesamtkalorienzufuhr in Deutschland bei Erwachsenen derzeit bei 13-14 % 

und bei Kindern bei 15-17,5 % liegt, was die empfohlene Obergrenze von 10 % bei Weitem 

übersteigt [47, 48]. In Österreich liegt die Aufnahme freier Zucker laut Österreichischem 

Ernährungsbericht 2017 bei Männern bei 16, bei Frauen bei 17 Energieprozent [49]. Der Großteil 

des aufgenommenen freien Zuckers stammt in Deutschland aus Süßwaren (36 %) und 

zuckerhaltigen Getränken wie Fruchtsäften und Nektaren (26 %) sowie Limonaden (12 %) [50].  
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Abbildung 3: Chemische Struktur von Fructose (links) und Glucose (rechts), modifiziert nach [43]. 

Fructose hat zwar eine ähnliche Struktur wie Glucose (Abbildung 3), die gleiche chemische 

Formel (C6H12O6) und den selben Brennwert (4 kcal/g), wird im Körper aber anders 

verstoffwechselt (siehe nachfolgender Absatz). Zudem empfinden Menschen Fructose verglichen 

mit Glucose und Saccharose als süßer. Fructose hat einen geringeren glykämischen Index als 

Glucose und ist weniger sättigend, wodurch es zu einer gesteigerten Nahrungsaufnahme 

kommen kann [51, 52]. 

Der Stoffwechsel der über die Nahrung aufgenommenen Fructose wird im Dünndarm, dem 

primären Organ der Fructoseaufnahme, eingeleitet [53]. Studien weisen darauf hin, dass GLUT5 

der primäre Transporter für die Aufnahme von Fructose aus dem Darmlumen in das Zytosol der 

Enterozyten ist. Eine hohe Fructoseaufnahme könnte womöglich die mRNA-Expression von 

GLUT5 induzieren und damit die Resorptionskapazität langfristig steigern [54, 55]. Anders als 

Glucose gelangt Fructose insulinunabhängig mittels erleichterter Diffusion in die Enterozyten [55], 

wo ein Teil der Fructose bereits durch die Ketohexokinase (=Fructokinase) mit 

Adenosintriphosphat (ATP) als Phosphatgruppendonator phosphoryliert wird. Das entstandene 

Fructose-1-Phosphat wird durch Aldolase B in Glycerinaldehyd und Dihydroxyacetonphosphat 

gespalten. Anschließend katalysiert die Triokinase die Phosphorylierung von Glycerinaldehyd mit 

ATP, wodurch Glyceraldehyd-3-Phosphat (GAP) entsteht [54, 56]. GAP wird über die 

Gluconeogenese in Glucose umgewandelt oder über den Weg der Glykolyse der Lipogenese 

bzw. der ß-Oxidation zugeführt [57].   

Die Kapazität des Darms, Fructose zu absorbieren, ist sättigbar [58] und liegt bei gesunden 

Erwachsenen zwischen weniger als 5 und mehr als 50 Gramm [59]. Wenn diese Kapazität 

überschritten wird, gelangt die überschüssige Fructose über GLUT2 in das Blut der Pfortader und 

weiter zur Leber [56]. Nicht absorbierte Fructose kann durch die osmotische Belastung des 

distalen Dünn- und Dickdarm zu gastrointestinalen Symptomen beitragen [58]. Zudem kann 

Fructose durch intestinale Bakterien fermentiert werden, wodurch es zur Bildung von Gasen und 

anderen bakteriellen Metaboliten kommen kann. Diese können die Darmmotilität beeinträchtigen 

und intestinale Symptome wie Bauchschmerzen oder Blähungen verursachen [60]. 
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Abbildung 4: Fructosetransport im Dünndarm. Fructose (F) wird mit GLUT5 durch die Bürstensaummembran 
transportiert und gelangt so in das Cytosol der Enterozyten, wo sie durch die Ketohexokinase (KHK) phophoryliert wird 
und es zu einem Abfall der intrazellulären ATP-Spiegel kommt. Die Fructose wird zum Teil abgebaut, der Rest wird mit 
GLUT2 über die basolaterale Membran in den Portalkreislauf freigesetzt – modifiziert nach [61]. 

Im Nüchternzustand beträgt die Plasmakonzentration peripherer Fructose etwa 0,01 – 2 mM. 

Nach der Aufnahme von Fructose kann die Plasmakonzentration kurzfristig auf das Fünf- bis 

Zehnfache ansteigen, wobei die Plasmakonzentration innerhalb von zwei Stunden wieder auf das 

Nüchternniveau absinkt [62–65]. Dies ist vor allem auf die effiziente Extraktion durch die Leber 

zurückzuführen, die zwar nur 15 % bis 30 % einer oralen Glukosebelastung, aber bis zu 70 % 

einer oralen Fructosebelastung extrahieren kann [66, 67]. Die hepatische Fructoseaufnahme 

erfolgt über GLUT2. Hepatozyten können aus Fructose gewonnene Kohlenstoffatome in Glucose, 

Glycogen, Lactat, Lipide, Kohlenstoffdioxid und andere Metabolite umwandeln [68]. Aus Fructose 

gewonnene Metabolite treten in den Triosephosphatpool ein und umgehen die 

Phosphofructokinase, den geschwindigkeitsbestimmenden Schritt der Glycolyse, wodurch es zu 

einer uneingeschränkten hepatischen Fructolyse kommt. Ein Überangebot von Fructose führt 

dadurch zu einem raschen Anstieg von Substrat für Glycogenproduktion und Lipogenese. 

Fructose gilt sowohl als Substrat, als auch als Auslöser der hepatischen de novo-Lipogenese 

[69]. Glycogen und Fett dienen als Energiereserve, was evolutionär gesehen von großem Vorteil 

war [70, 71], heute aber angesichts der steigenden Prävalenz von Adipositas und dem 

metabolischen Syndrom ein enormes gesundheitliches Problem darstellt [57, 70].  
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Metabolische Effekte von Fructose 

Metabolische Erkrankungen werden aufgrund zahlreicher Studien mit einer erhöhten Aufnahme 

von Fructose in Verbindung gebracht [40, 72–75]. Bergheim et al. konnten zeigen, dass die 

chronische Aufnahme einer dreißigprozentigen Fructoselösung bei Mäusen nicht zu einer 

Gewichtszunahme, jedoch zu einer Verfettung der Leber führt und über eine erhöhte intestinale 

Translokation von Endotoxinen auch direkt proinflammatorische Effekte hat [76]. Bei Marek et al. 

entwickelten Wildtypmäuse, die über 12 Wochen hinweg eine 30-prozentige Fructoselösung 

tranken, viszerale Adipositas mit entzündlichen Veränderungen im Fettgewebe sowie eine 

Insulinresistenz. Dies war bei Ketohexokinase-negativen Mäusen nicht der Fall. Marek et al. 

führten diese Effekte deshalb auf den KHK-abhängigen Fructosestoffwechsel in der Leber zurück 

[77]. 

Auch in epidemiologischen Studien wurde ein Zusammenhang zwischen einem erhöhten 

Fructosekonsum und einem vermehrten Auftreten kardiovaskulären Erkrankungen, nicht-

alkoholischen Fettlebererkrankungen (NAFLD) und Typ 2-Diabetes beobachtet [78–81]. Der 

genaue Mechanismus, durch den ein übermäßiger Fructosekonsum zu metabolischen 

Entgleisungen führt, ist noch nicht vollständig geklärt. Eine mögliche Theorie ist, dass diese 

Effekte durch eine Schädigung der intestinalen Barrierefunktion zustande kommen, wodurch es 

zu einer Translokation luminaler Komponenten in den Wirt kommen kann [1, 82]. Nier et al. 

konnten beispielsweise zeigen, dass die bakteriellen Endotoxinspiegel im peripheren Plasma 

übergewichtige Kinder mit NAFLD wesentlich höher waren als bei jenen, die zwar übergewichtig 

waren, jedoch keine NAFLD entwickelt hatten. Auch die LBP (Lipopolysaccharid binding protein)-

Spiegel waren in der Gruppe der übergewichtigen Kinder mit NAFLD signifikant erhöht. Zudem 

zeigte sich bei den Kindern mit NAFLD eine erhöhte Konzentration an Entzündungsmarkern wie 

TNF-α und IL-6 [83].  

Effekte von Fructose auf die Darmbarriere 

Zahlreiche Studien im Tiermodell deuten darauf hin, dass Fructose an der Regulation der 

Darmpermeabilität wesentlich beteiligt ist und dass ein übermäßiger Fructosekonsum zu einer 

Funktionsstörung der Tight Junction-Proteine führen kann [76, 82, 84–90]. Spruss et al. fanden 

im Dünndarm von mit Fructose gefütterten Mäusen verminderte Occludin- und ZO-1- 

Proteinspiegel und eine erhöhte Translokation bakterieller Endotoxine [82].  

Die achtwöchige Exposition mit Trinkwasser, das 30% (w/v) Fructose enthielt, führte bei Ratten 

und Mäusen zu einer Induktion von CYP2E1 und iNOS im Dünndarmgewebe. Zusätzlich kam es 

zu Veränderungen des Mikrobioms, Leaky Gut und einem erhöhten Endotoxinspiegel, den die 

Autoren auf den Verlust intestinaler Tight und Adherens Junction-Proteine durch nitroxidativen 

Stress zurückführten. Bei CYP2E1 (Cytochrom P450-2E1)-negativen Mäusen konnten anders als 

bei Wildtypmäusen keine pathologische Veränderung der Dünndarmschleimhaut festgestellt 
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werden. Cho et al. schlossen daraus, dass der Mechanismus, über den Fructose die intestinale 

Permeabilität erhöhen sowie zu einer Endotoxämie und Leberfibrose führen kann, durch CYP2E1 

vermittelt wird [91]. Auch Kawabata et al. beobachteten, dass Fructose im Mausmodell die 

Dickdarmbarriere schädigte und dass dieser Effekt zeit- und konzentrationsabhängig war [84]. In 

Humanstudien bestätigten sich die schädigenden Effekte von Fructose auf die intestinale 

Barrierefunktion nicht immer. Kuzma et al. fanden keinen Unterschied im Plasmaspiegel von 

Zonulin und LPS-bindendem Protein (LBP), einem Marker für Endotoxämie, bei Personen, die 

sich acht Tage lang reich an Fructose, HFCS oder Glucose ernährten [92]. Auch Nier et al. 

konnten keinen Unterschied zwischen den LBP-Konzentrationen nach einer dreitägigen 

isokalorischen Fructose- versus einer Glucoseintervention feststellen. Allerdings kam es bei der 

Fructoseintervention, nicht aber bei der Glucoseintervention, zu einem signifikanten Anstieg des 

Endotoxinplasmaspiegels [89]. 

1.3 Magnolol: Vorkommen und physiologische Wirkung 

 

Abbildung 5: Chemische Struktur von Magnolol und Honokiol [93] 

Magnolol (5,5’-Diallyl-2,2’-dihydroxybiphenyl) ist eine polyphenolische Binaphthalinverbindung 

und ein strukturelles Isomer von Honokiol (Abbildung 5) [93].  Das Neolignan wird aus der 

Stammrinde von Magnolia officinalis isoliert. Diese Pflanzenrinde wird in der traditionellen 

chinesischen und japanischen Medizin zur Behandlung von Nervosität, Angst, Schlafstörungen, 

allergischen Erkrankungen, Abdominalbeschwerden, Verstopfung, Husten und Atemnot 

verwendet [94].  

Magnolol hat ein breites Spektrum an positiven Wirkungen gezeigt, darunter 

entzündungshemmende [95, 96], antimikrobielle [97, 98], antibakterielle [99, 100], antioxidative 

[101, 102], antiangiogene [103, 104], krebshemmende [105, 106], neuroprotektive [107, 108], 

kardiovaskularprotektive [109, 110] und lipolytische Aktivitäten [111, 112]. 
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Antiinflammatorische Wirkung   

In einer Studie von Reddy et al. führte die Induktion von PPAR-𝛾 zu einer Deaktivierung von 

Alveolarmakrophagen und einer Verminderung LPS-induzierter Entzündungsreaktionen. Dies 

führen die Autoren auf Hemmung des  Nuklearfaktors-𝜅B (NF-𝜅B) und die unterdrückte 

Expression nachgeschalteter proinflammatorischer Zytokine durch PPAR𝛾 zurück [95]. Lin et al. 

konnten zeigen, dass die intraperitoneale Verabreichung von 10 bzw. 20 mg Magnolol/kg 

Körpergewicht  bei einer durch LPS induzierten Lungenverletzung in Ratten über eine Aktivierung 

von PPAR𝛾 und eine verminderte Expression von NF-𝜅B  zu einer Verbesserung der Symptome 

und der Entzündungsantwort führt [113]. Auch bei durch Dextransodiumsulfat-induzierter 

Ulcerativer Colitis in Mäusen kam es bei einer Verabreichung von 25-100 mg Magnolol pro 

Kilogramm Körpergewicht durch die Herabregulation von NF-𝜅B und die vermehrte Expression 

von PPAR-γ zu einer verminderten Expression von TNF-α, Interleukin (IL) -1ß und IL-12. Zudem 

erhöhte Magnolol die Expression der Tight Junction-Proteine ZO-1 und Occludin [96]. In einer 

Studie von Zhao et al. führte die intragastrische Verabreichung von 5-15 mg Magnolol/kg 

Körpergewicht  in Mäusen mit DSS-induzierter Ulcerativer Colitis über die Wiederherstellung des 

Tryptophanmetabolismus zu einer Reduktion der Dickdarmentzündung [114]. Bei Rennmäusen, 

in denen durch die intravenöse Injektion von 4 mg LPS pro Kilogramm Körpergewicht eine Sepsis 

ausgelöst worden war, verhinderte eine Injektion von 20 mg Magnolol pro Kilogramm 

Körpergewicht durch Regulierung von SCF/c-kit und NO-Signalen die sepsisbedingte Dysmotilität 

des Darms [115].  

Stoffwechselregulation 

In APOA5 c.553G>T-Mäusen schien Magnolol den Triglyceridspiegel zu senken und dadurch 

einer Hyperlipidämie entgegenzuwirken [112]. In 3T3-L1-Zellen verstärkte Magnolol 

dosisabhängig die Adipocytendifferenzierung und die Glucoseaufnahme, wodurch es zu einer 

Verbesserung der Glucosespiegel kam [116]. Mögliche antidiabetische Effekte von Magnolol 

könnten auch auf seine inhibitorischen Effekte auf die α-Glucosidase zurückzuführen sein, die zu 

einer verzögerten Glucoseabsorption und zu einem verringerten Blutzuckerspiegel führen [117]. 

Zur Behandlung von Typ-II-Diabetes und dem metabolischen Syndrom werden PPAR-γ-

Agonisten eingesetzt. Fakhrudin et al. diskutieren Magnolol als solchen [118]. Bei Mäusen hatte 

die Verabreichung von Magnolol mit Honokiol über einen Zeitraum von vier Wochen vermutlich 

über die Aktivierung von AMPK positive Effekte auf Fettleber und die SREBP-1c-vermittelte 

hepatische Lipogenese [119].  In mit Ölsäure geschädigte HepG2-Zellen schützte die Exposition 

mit 4 µg/ml Magnolol vor einer Steatose. Bei Mäusen mit durch Tyloxapol-induzierter 

Hyperlipidämie führte die intraperitoneale Injektion von 10 bzw. 20 mg Magnolol pro Kilogramm 

Körpergewicht zu einem Absinken der Triglycerid- und Cholesterinspiegel sowie zu einer 

Reduktion der hepatischen Lipidakkumulation. Dies wurde von Tian et al. auf eine Aktivierung 
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von Akt/AMPK/PPARα Signalwegen und die Unterdrückung der MAPK/NF-κB/SREBP1c-

Signalkaskade zurückgeführt [120].  

In einer Studie von Suh et al. verbesserte Magnolol die Insulinsekretion bei Insulinresistenz und 

das Überleben sowie die Funktion von ß-Zellen. Außerdem verstärkt es die Aktivität von 

Glyoxalase I und schützt vor der Methylglyoxal-induzierten Glycation in ß-Zellen, die zu 

Insulinresistenz beiträgt [121].   

Die geringe Bioverfügbarkeit von 17,5 ± 9,7 Prozent nach intervenöser Verabreichung und 4 bis 

5 Prozent nach oraler Gabe, sowie die schlechte Wasserlöslichkeit erschweren die klinische 

Anwendung [122, 123]. Dennoch scheint es sich angesichts der zahlreichen positiven Effekte des 

Neolignans, die in Studien nachgewiesen werden konnten, um eine vielversprechende Substanz 

zu handeln. In dieser Arbeit soll der Einfluss des Neolignans auf die fructoseinduzierte 

Schädigung der Darmbarrierefunktion untersucht werden.  

1.4 Zielsetzung 

Eine Schädigung der intestinalen Barrierefunktion wird heute mit den unterschiedlichsten 

Erkrankungen in Verbindung gebracht. Eine gestörte Darmbarriere geht mit einem erhöhten 

Übertritt bakterieller Toxine einher, die im Kontext mit der Entstehung verschiedenster 

Erkrankungen diskutiert werden. Hierzu zählt auch die NAFLD [83].  Eine hohe 

Fructoseaufnahme, wie sie sich in westlichen Industrienationen etabliert hat, scheint die 

intestinale Barrierefunktion zu beeinträchtigen [3, 61, 124].  

Magnolol, einem Neolignan, das aus der Stammrinde der Magnolia officinalis extrahiert wird, 

werden viele gesundheitsfördernde Wirkungen zugesprochen. Ob und wie es auf die 

Darmbarriere wirkt, ist bisher nicht geklärt, jedoch soll es die Darmschleimhaut intakt halten, vor 

einer Mucositis schützen und gastrointestinalen Dysfunktionen vorbeugen [125, 126].  

Ziel dieser Arbeit war es, den Einfluss von Magnolol auf die fructoseinduzierten Veränderungen 

der Darmpermeabilität zu untersuchen.  

Folgende Fragestellungen sollen bearbeitet werden:  

1. Führt eine Behandlung mit Magnolol im ex-vivo Everted Sac Modell des Dünndarms zu 

Veränderungen von Markern der Darmbarrierefunktion? 

2. Schützt Magnolol vor fructoseinduzierten Veränderungen der Darmpermeabilität? 
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2 Materialien 

2.1 Allgemeines 

Puffer/Lösungen/Chemikalien: 

Ethanol (EtOH) vergällt (≥99,8%) Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Destilliertes Wasser Laborbestand 

Flüssigstickstoff (N)  Air Liquide Austria, Schwechat, Österreich 

 

Verbrauchsmaterialien: 

Alufolie 
Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Entsorgungsbeutel 
Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Eppis (0,5, 1,5, 2ml) Sarstedt AG & Co, Nürnbrecht, Deutschland 

Falcons (15 und 50ml) Sarstedt AG & Co, Nürnbrecht, Deutschland 

Laborhandschuhe STARLAB GmbH, Hamburg, Deutschland  

Pipettenspitzen (2,5µl, 10µl, 100µl, 5ml) Sarstedt AG & Co, Nürnbrecht, Deutschland 

Stainless Steal Beads (5mm) Qiagen GmbH, Hilden, Deutschland 

 

Geräte: 

Analysenwaagen VWR® LA Classic VWR International GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 

Bechergläser Schott AG, Mitterteich, Deutschland 

Dewar-Transportgefäß (Stickstoffbehälter) KGW-Isotherm Karlsruher Glastechnisches 

Werk - Schieder GmbH, Karlsruhe, 

Deutschland 

Eisboxen Laborbestand 

Freezer (-20°C) Liebherr, Biberach an der Riß, Deutschland 

Freezer (-80°C) Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 

Glasflaschen 1L Schott AG, Mitterteich, Deutschland 

Mixing Block MB-102 Bioer Technology, Alpha laboratories Limited, 

Hampshire, UK 

Kolbenhubpipetten Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 

Kühlschrank (4°C) Liebherr, Biberach an der Riß, Deutschland 

Magnetrührer PCE-MSR 100 PCE GmbH, Meschede, Deutschland 

https://www.pce-instruments.com/deutsch/messtechnik/messgeraete-fuer-alle-parameter/magnetruehrer-pce-instruments-magnetruehrer-pce-msr-100-det_360533.htm?_list=kat&_listpos=2


Materialien 

23 

Orion pH-Meter (Model 420A) Laborbestand 

Schwimmteile Laborbestand 

SpectraMax M3 Mikroplattenreader SpectraMax, Molecular Devices, San Jose, 

CA, USA 

Tischzentrifuge  Laborbestand 

TissueLyser II Qiagen GmbH, Hilden, Deutschland  

Trockeneisbehälter Laborbestand 

Vortex Heidolph EAX 2000  Heidolph Instruments GmbH & Co. KG 

Wiegeschälchen Laborbestand 

Wasserbad GFL Gesellschaft für Labortechnik mbH, 

Burgwedel, Deutschland 

Zentrifuge 

 

Hermle Labortechnik GmbH, Wehingen, 

Deutschland 

Software: 

Microsoft Office 2019 Microsoft Corporation, Redmond, USA 

GraphPad Prism 7.0 GraphPad Software Inc., La Jolla, USA 

 

2.2 Everted Sac 

Duodenum von C57BL/6J Mäusen  

 

Eigenzucht der SPF-Haltung, Universität 

Wien  

Puffer/Lösungen/Chemikalien: 

Calciumchlorid-Dihydrat (CaCl2*2H20) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Dimethylsulfoxid (≥99,5%) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

D(-)-Fructose Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Gasgemisch (95% O2/5% CO2) Air Liquide, Deutschland 

HEPES (PUFFERAN ®≥99,5%) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Kaliumchlorid (≥99,5%)  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 
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Verbrauchsmaterialien: 

Glaspasteurpipetten ohne Wattestopfen 2ml 
Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Obergarn M782 (Extra Stark, 100% Polyester) 
Gütermann GmbH, Gutach-Breisgau, 

Deutschland 

Spritzen (1ml) Maxima Henry Schein®Inc., Melville, USA 

 

Geräte: 

Erlenmayerkolben 250ml Schott 

Gavagenadeln Laborbestand 

Gewebeschere und Pinzetten Laborbestand 

Lineal Laborbestand 

Magnet + Magnetstab Laborbestand 

Messzylinder 1000ml Brand 

Petrischalen  Laborbestand 

Schere für Faden Laborbestand 

 

 

Magnolol (≥95% (HPLC)) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, 

Deutschland 

Magnesiumsulfat (Pulver; anhydrous, 99,5%) ThermoFisher GmbH, Kandel, Deutschland 

Natriumchlorid (≥99,9%, CELLPURE®)  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Phosphatgepufferte Salzlösung (DPBS)  PAN Biotech GmbH, Aidenbach, Deutschland 

D(+)+Xylose Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 

https://www.sigmaaldrich.com/AT/de/product/sigma/m3445?context=product
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2.3 Xylose-Messung 

Puffer/Lösungen/Chemikalien: 

37% konzentrierte Salzsäure Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Benzoesäure Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

D(+)-Xylose Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 

Essigsäure (anhydrous) Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Phloroglucin-Dihydrat (≥98%) Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

 

2.4 Arginase-Messung 

Chemikalien/Puffer/Lösungen: 

α-ISPF (alpha-Isonitrosopropiophenone) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, 

Deutschland 

Calciumchlorid-Dihydrat Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

EMSURE® Ethanol absolute for Analysis  Merck GaA, Darmstadt, Deutschland 

Harnstoff (≥99,5%) 

Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Salzsäure Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Schwefelsäure  Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Phosphorsäure  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, 

Deutschland 

L-Arginin (C6H14N4O2) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Magnesiumchlorid ≥99 %, wasserfrei Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Mangan(II)-Chlorid Tetrahydrat ThermoFisher GmbH, Kandel, Deutschland 

Protease-Inhibitor Cocktail Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, 

Deutschland 

Tris-hydrochlorid (Tris-HCl, 

PUFFERAN®≥99%) 

Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 
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Triton-X 100 Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

 

Geräte: 

Thermo-Shaker (PST-60HL) BioSan SIA, Riga, Lettland 

 

2.5 Proteinbestimmung nach Bradford 

Chemikalien/Puffer/Lösungen: 

Bovines Serumalbumin (BSA) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Protein Assay Dye Reagent Concentrate Bio-Rad Laboratories, Inc., Hercules, USA 

 

Geräte: 

Mikrotiterplatten BRANDplates ®, 96 well VWR International GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 

Multikanalpipette (300µl) EPENDORF Austria GmbH, Österreich 

  

2.6 Nitrit-Messung  

Chemikalien/Puffer/Lösungen: 

Griess Kit Promega GmbH, Mannheim, Deutschland 

Phosphatgepufferte Salzlösung (DPBS)  PAN Biotech GmbH, Aidenbach, Deutschland 
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3 Methoden  

3.1 Everted Sac aus Dünndarmgewebe 

Die „Everted Sac“-Technik wird verwendet, um den Transport von Substanzen von der Mucosa 

zur Serosa zu untersuchen [127]. Es handelt sich um ein Ex-vivo-Modell zur Nachstellung von 

Abläufen im Darm, bei dem der Darm (hier Dünndarm) umgestülpt, mit Puffer gefüllt und 

gegenüber Substanzen exponiert wird. Um einen möglichen protektiven Effekt von Magnolol auf 

die Fructose-induzierte Schädigung der Darmbarriere bzw. eine erhöhte intestinale Permeabilität 

zu untersuchen, wurde das Modell nach von Hamilton und Butt (2013) in modifizierter Form 

angewandt [128]. 

Herstellung der Magnolollösung:  

10mg des wasserunlöslichen Magnolols wurden in 0,75 ml DMSO gelöst. 100 µl dieser Lösung 

wurden anschließend in 9,9 ml KRH-Puffer (Tabelle 1) gelöst, wodurch eine Stocklösung mit 

einer Konzentration von 0,5 mM entstand. Aus der Stocklösung wurden dann im Weiteren 

folgende Gebrauchslösungen hergestellt (Tabelle 2). 

Tabelle 1: Herstellung des Krebs-Ringer-HEPES (KRH)-Puffers (wurde bei 4°C gelagert) 

 Chemikalien 
Menge 

(gelöst in 1L ddH2O) 

Lösung 1:  

10x Salzlösung 

NaCl (1,15 M) 67,2 g 

KCl (50 mM) 3,73 g 

MgSO4 (anhydrous, 12 mM) 

CaCl2*2H2O 

1,44 g 

2,94 g 

Lösung 2:  

10x HEPES-Lösung 

HEPES (250 mM) 59,5 g 

Lösung 3:  

10x KH2PO4-Lösung  

KH2PO4 (10 mM) 1,36 g 

Herstellung 1 L KRH-Puffer 

1. 100 ml Lösung 1 + 100 ml Lösung 2 + 100 ml Lösung 3 + 500 ml ddH2O 

2. pH-Wert auf 7,4 einstellen 

3. 2 g BSA hinzufügen, mit ddH20 auf 1 L auffüllen  

BSA = Bovines Serumalbumin 
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Tabelle 2: Gebrauchslösungen für die Inkubation der Everted Sacs 

Mangololkonzentration 

[µM] 

Menge 0,5µM Stocklösung 

[µl] 

Menge KRH-Puffer +/- 

Fructose und/oder Xylose [µl] 

0 0 5000 

1 49,9 4950,1 

10 499,4 4500,6 

5 99,8 4900,2 

50 998 4002 

 

Ablaufschema des Inkubationsversuchs:  

1. Herstellung der Everted Sac aus Dünndarmgewebe 

2. Vorinkubation des Gewebes in KRH-Puffer mit 0-50µM Magnolol 

3. Inkubation der Everted Scs mit Magnolol und/oder Fructose 

4. Nachinkubation der Everted Sacs mit Xylose 

Herstellung der Everted Sacs aus Dünndarmgewebe von Mäusen: 

Die C57/BL6-Mäuse, die aus der SPF-Haltung der Universität Wien stammten, wurden durch 

Genickbruch getötet. Anschließend wurde der Dünndarm entnommen, in zwei ca. 11 cm lange 

Teile geschnitten und mit einer eiskalten DPBS-Lösung gespült, um Verdauungsrückstände zu 

entfernen. Anschließend wurden die Darmstücke in eine Petrischale mit KRH-Puffer (Herstellung 

siehe Tabelle 1) überführt und in sechs gleich lange Stücke à 3,5 cm geschnitten. Die 

Darmstücke wurden mit einer stumpfen Pinzette vorsichtig auf eine Gavagenadel gezogen, am 

überstehenden Ende mit einer zweiten Gavagenadel fixiert und über diese zweite Nadel gezogen, 

sodass sich die Mucosa mit ihrer Bürstensaummembran am Ende außen befand. Anschließend 

wurden die Darmstücke von einer Seite mit Garn zugeknotet, indem das jeweilige Darmstück mit 

einer Pinzette angehoben wurde und eine zweite Person einen unterhalb der Pinzette einen 

Doppelknoten band. Von der anderen Seite wurden die Darmstücke mithilfe einer Spritze mit etwa 

200 µl KRH-Puffer befüllt und anschließend auch von dieser Seite zugeknotet. Anschließend 

wurden die Everted Sacs gewogen und es wurde von Knoten zu Knoten ihre Länge gemessen.  

Die Darmstücke bzw. die fertigen Everted Sacs wurden während der ganzen Zeit in KRH-Puffer 

auf Eis gelagert.  

Inkubation 

Die Inkubation in Fructose-, Xylose-, Fructose-Xylose-Lösung bzw. reinem KRH-Puffer mit oder 

ohne Magnolol erfolgte im Wasserbad bei einer Temperatur von 37°C unter Begasung mit einem 

Gemisch aus 95 % O2 und 5 % CO2. Die Inkubationspuffer sind in Tabelle 3 beschrieben. 
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Tabelle 3: Zusammensetzung von Fructose- Xylose- und Xylose-Fructose-Lösung 

Fructoselösung 5 mM: 

 

Xyloselösung 0,1 %: 

 

Xylose 0,1 % - Fructose 

5 mM-Lösung: 

- 100 mg Fructose 

- 111 ml KRH-

Puffer 

- 100 mg Xylose 

- 100 ml KRH-Puffer 

- 100 mg Fructose 

- 111 mg Xylose 

- 111 ml KRH-Puffer 

 

Die Vorinkubation der Everted Sacs erfolgte in KRH-Puffer mit 0-50 µM Magnolol (siehe Tabelle 

4) und dauerte 10 Minuten.  

Für die Hauptinkubation wurden die Everted Sacs in Falcons umgelagert, die je nach 

Versuchsbedingung noch zusätzlich Fructose enthielt. Die Fructosekonzentration des 

fructosehaltigen Inkubationspuffer betrug 5mM und wurde aus früheren Arbeiten der 

Arbeitsgruppe von Prof. Bergheim übernommen [129].  

Nach 55 Minuten wurden die Everted Sacs erneut umgelagert, wobei die Lösungen für die 

Nachinkubation zusätzlich mit Xylose versetzt waren. Die Magnololstocklösung wurde hierfür also 

mit Xylose- bzw. Xylose-Fructose-Lösung (siehe Tabelle 3) versetzt. Die Nachinkubation dauerte 

5 Minuten.   

Tabelle 4 zeigt das Pipettierschema, das für die Magnololkonzentrationen von 5 bzw. 50 µM 

angewandt wurde. 

Tabelle 4: Pipettierschema für die Versuchsbedingungen der Everted Sacs: 0-499,4µl 0,5mM 
Magnololstocklösung wurden je nach Versuchsbedingung und Inkubationsphase mit verschiedenen Inkubationspuffern 
auf ein Gesamtvolumen von 5ml verdünnt. 

Versuchs-

bedingung 

Menge 

Stocklösung 

(0,5 mM 

Magnolol) 

Inkubationspuffer 

Vorinkubation 

10 min 

Hauptinkubation 

55 min 

Nachinkubation 

5 min 

Kontrolle - 
5 ml KRH-

Puffer 
5 ml KRH-Puffer 5 ml Xyloslösung 

1 µM Magnolol 9,99 µl 
4990,1 µl KRH-

Puffer 

4990,1 µl KRH-

Puffer 

4990,1 µl 

Xyloselösung 

5 µM Magnolol 49,9 µl 
4950,1 µL 

KRH-Puffer 

4950,1 µL 

KRH-Puffer 

4950,1 µL 

Xyloselösung 

10 µM Magnolol 99,9 µl 
4900,1 µl KRH-

Puffer 

4900,1 µl KRH-

Puffer 

4900,1 µl 

Xyloselösung9,99 

50 µM Magnolol 499,4 µl 
4500,6 µL 

KRH-Puffer 

4500,6 µL 

KRH-Puffer 

4500,6 µL 

Xyloselösung 
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5 mM Fructose - 
5 ml KRH-

Puffer 

5 ml 

Fructoselösung 

5 ml Fructose-

Xyloselösung 

5 mM Fructose 

+ 1 µM 

Magnolol 

9,99 µl 
4990,1 µl KRH-

Puffer 

4990,1 µl 

Fructoselösung 

4990,1 µl 

Fructose-

Xyloselösung 

5 mM Fructose 

+ 5 µM 

Magnolol 

49,9 µl 
4950,1 µL 

KRH-Puffer 

4950,1 µL 

Fructoselösung 

4950,1 µL 

Fructose-

Xyloselösung 

5 mM Fructose 

+ 10 µM 

Magnolol 

99,9 µl 
4900,1 µl KRH-

Puffer 

4900,1 µl 

Fructoselösung 

4900,1 µl 

Fructose-

Xyloselösung 

5 mM Fructose 

+ 50 µM 

Magnolol 

499,4µl 
4500,6 µL 

KRH-Puffer 

4500,6 µL 

Fructoselösung 

4500,6 µL 

Fructose-

Xyloselösung 

 

Nach der Prä-, Pro- und Nachinkubation wurden die Gewebesäcke aufgeschnitten, wobei die 

Flüssigkeit, die sich in den Sacs befand, aufgefangen und bei -20°C verwahrt wurde. Sie diente 

der späteren Xylose-Messung (Kapitel 3.2). Das Gewebe wurde nach erneutem Abwiegen 

zerschnitten, bei -80°C gelagert und für die Messung der Arginaseaktivität (Kapitel 3.3) sowie 

der Nitritkonzentration (Kapitel 3.5) verwendet.  
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3.2 Bestimmung der Darmpermeabilität mittels Xylose-Messung  

Zur Bestimmung der intestinalen Permeabilität wurde der D-Xylose-Assay nach Hayashi et al. 

[130] verwendet. Bei dieser Methode wird Xylose zu Furfural umgesetzt und dieses anschließend 

mit Phloroglucinol zu Phloroglucid, einem pink-roten Präzipitat (siehe Abbildung 6) gefällt. Die 

Intensität von Phloroglucid wird photometrisch ermittelt, wodurch die Xylosekonzentration 

bestimmt werden kann [131].  

 

Abbildung 6: Umwandlung von Xylose in Furfural, anschließende Reaktion mit Phloroglucinol zur Bildung 
des gefärbten Phloroglucids. Modifiziert nach [131] 

In der letzten Phase der Inkubation wurden die Everted Sacs für 5 Minuten in einer xylosehaltigen 

Lösung inkubiert (Kapitel 3.1), die je nach Versuchsbedingung auch noch Fructose und/oder 

Magnolol enthielt. Je geschädigter das Gewebe und in der Folge die intestinale Permeabilität war, 

desto höher sollte am Ende die Xylosekonzentration im Everted Sac sein.   

Das Farbreagenz (Tabelle 5) wurde bereits am Vortag hergestellt und dunkel gelagert. Das 

enthaltene Phloroglucinol reagiert während der Reaktion mit dem aus der Xylose umgesetzten 

Furfural zu Phloroglucid.  

Am Tag der Messung wurden die Proben mit der Flüssigkeit aus den Everted Sacs auf Eis 

aufgetaut, gevortext und bei 1000 rpm und 4°C für 1-2 Minuten zentrifugiert, um noch ungelöste 

Bestandteile zu extrahieren. Je 500 µl Farbreagenz wurden in entsprechenden 

Mikroreaktionsgefäßen vorgelegt. Anschließend wurden je 5 µl von Proben, Sample Blank (KRH-

Puffer), Standards (Tabelle 6), bzw. Reagent Blank (ddH20) hinzugefügt.  Die Messung der 

Proben wurde in Dreifachbestimmung durchgeführt, Standards und Blanks wurden in 

Zweifachbestimmung gemessen.  

Anschließend erfolgte eine Inkubation am „Mixing Block“ bei 100°C, wobei die Proben konstant 

bei einer Geschwindigkeit von 300 rpm für 4 Minuten geschüttelt wurden. Die Proben, Standards 

und Blanks wurden im Wasserbad auf Raumtemperatur abgekühlt, um die Reaktion zu stoppen, 
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bevor je 200 µl in eine 96 Well-Platte pipettiert wurden. Die Extinktion wurde bei 554 nm im 

SpectraMax M3 gemessen. Anhand der Xylose-Standards konnte eine Standardgerade mit 

entsprechender Geradengleichung erstellt werden. Der Xylosegehalt der Proben konnte mithilfe 

dieser Geradengleichung berechnet werden. 

Tabelle 5: Farbreagenz für D(+)-Xylose-Messung 

Chemikalie Menge 

Phloroglucinol 0,5 g 

Essigsäure (100 %) 100 ml 

Salzsäure HCl (37 %) 10 ml 

Phloroglucin-Dihydrat wurde im Säuregemisch gelöst und bis zur Verwendung dunkel gelagert. 

Tabelle 6: Standardreihe Xylosemessung (wurde bei Raumtemperatur gelagert) 

 D(+)-Xylose [mg] Lösungsmittel [L] Konzentration [mg/L] 

Standard 1 52,6 0,5 0,7 

Standard 2 97,6 0,5 1,3 

Standard 3 195,2 0,5 2,6 

Verwendetes Lösungsmittel: 3,9 g Benzoesäure in 1,5 L ddH20  

3.3 Messung der Arginaseaktivität 

Die Arginase ist ein Enzym, das die Spaltung von L-Arginin zu L-Ornithin katalysiert, wobei 

Harnstoff (Urea) abgespalten wird. Die Ureakonzentration, die bei dieser Methode photometrisch 

gemessen wird, ermöglicht anhand einer Standardgerade die Berechnung der Arginaseaktivität. 

Die Messung wurde nach dem Protokoll von Corraliza et al. mit Darmgewebe, das am Ende der 

Inkubation der Everted Sacs (Kapitel 3.1) gewonnen wurde, durchgeführt [132]. 

Durchführung der Messung 

Vor Beginn der Messung wurden die in Tabelle 7 angeführten Lösungen sowie der Lysepuffer 

(Tabelle 8) für das Homogenisieren der Proben hergestellt. 

Die bei -80°C eingefrorenen Gewebestückchen wurden mit 100 µl Lysepuffer (Tabelle 8) und 

einem 5 mm Bead in einem TissueLyser II bei einer Frequenz von 30 Hz/s für 30 Sekunden 

homogenisiert. 

Tabelle 7: Lösungen für die Messung der Arginasktivität (wurden bei 4°C gelagert) 

Lösung Substanz Lösemittel 

0,5 M L-Arginin (pH=9,7) 871 mg L-Arginin 10 ml ddH20 

Urea-Stocksolution 80 mg Harnstoff 10 ml ddH20 

α-ISPF 450 mg 5 ml Ethanol 

10% Triton-X-100 1 ml 100% Triton-X-100 9 ml ddH20 
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1M Tris-HCl (pH=7,4) 1,576 g Tris HCl 10 ml ddH20 

MnCl2*4H20 (100mM) 197,9 mg 10 ml ddH20 

 

Tabelle 8: Lysepuffer (Menge reicht für 3 Everted Sacs) 

Substanz Menge 

ddH2O 10,98 ml 

MnCl2 600 µl 

Tris-HCl 300 µl 

Protease-Inhibitor 60 µl 

Triton-X 100 60 µl 

 

Danach wurde das Lysat für 10 Minuten bei 4°C und einer Frequenz von 13000 rpm zentrifugiert, 

um das Lysat von ungelösten Zellresten zu trennen. Der Überstand wurde abgenommen, auf Eis 

gelagert und in mehreren Schritten bis zu einer Verdünnung von 1:100 mit Lysepuffer verdünnt. 

Lebergewebe, das als Referenz diente, wurde bis zu einer Verdünnung von 1:250 verdünnt.  

Die verdünnten Proben wurden zur Enzymaktivierung für 10 Minuten bei 55°C am Mixing Block 

erhitzt. Anschließend wurden je 50 µl der aktivierten Proben mit 50 µl L-Arginin im Duplikat 

angesetzt. Als Blank wurden in Einfachbestimmung 50 µl der Proben mit 50 µl destilliertem 

Wasser versetzt. Proben und Blanks wurden im Mixing-Block für 60 Minuten bei 37°C inkubiert.  

Währenddessen wurde eine nach dem Schema in Tabelle 9 eine Urea-

Standardverdünnungsreihe vorbereitet. Je 100 µl der Standards wurden im Duplikat angesetzt.  

Tabelle 9: Pipettierschema für die Standardreihe bei der Arginase-Messung 

 Urea-Konzentration [µg/µl] Urea-Verdünnungsreihe ddH20 [µl] 

A 0,8 100 µl Urea-Stocksolution* 900 

B 0,4 500 µl A 500 

C 0,2 500 µl B 500 

D 0,1 500 µl C 500 

E 0,05 500 µl D 500 

F 0,025 500 µl E 500 

G 0   

*Urea-Stocksolution: 80 mg Urea in 10 ml dH20 

Zum Abstoppen der Reaktion wurden alle Proben und Standards mit je 800 µl „Stop-Lösung“ 

(H2SO4, H3PO4, ddH20 im Verhältnis 1:3:7) und 50 µl α-ISPF versetzt, wodurch es zu einer 

Farbreaktion kam.  
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Anschließend wurden Proben und Standards für 45 Minuten bei 100°C im Mixing Block inkubiert.  

Danach wurden 200 µl pro Probe bzw. Standard in eine 96-Well-Platte pipettiert und zur 

Vermeidung einer Kristallbildung durch α-ISPF bei 60°C für 10 Minuten auf den Thermoshaker 

gestellt. Die Extinktion der Proben wurde im Photometer bei 540 nm bestimmt. Zur Auswertung 

wurde eine Urea-Standardreihe erstellt. Die Daten wurden anhand der Proteinkonzentration der 

Proben normalisiert. Die Proteinkonzentration wurde mittels Bradford-Assay bestimmt (siehe 

Kapitel 3.4).  

3.4 Proteinbestimmung nach Bradford 

Um die Gesamtproteinkonzentration in den untersuchten Homogenaten der Everted Sacs zu 

bestimmen, wurde eine photometrische Quantifizierung nach Bradford (1976) durchgeführt [133]. 

Die Methode basiert auf der Verschiebung des Absorptionsmaximums des Farbstoffes 

CoomassieBrilliant Blue G-250 durch die Bindung an Proteine von 465 auf 595 nm, wodurch es 

zu einem Farbumschlag von rot nach blau kommt. Mithilfe einer photometrischen Auswertung 

und einer Proteinstandardgerade kann der Proteingehalt der zu bestimmenden Probe festgestellt 

werden.  

Die Lysate und die jeweiligen Extraktionspuffer wurden mit destilliertem Wasser verdünnt, wobei 

der Verdünnungsfaktor abhängig von den Probenlysaten war. Die Proben für die Messung der 

Arginaseaktivität wurden in einem Verhältnis von 1:10, die Proben für die Bestimmung der 

Nitritkonzentration in einem Verhältnis von 1:10 verdünnt. Das BioRad Farbreagenz wurde im 

Verhältnis 1:5 mit destilliertem Wasser verdünnt. Die BSA-Standardverdünnungsreihe wurde 

nach dem Schema in Tabelle 10 hergestellt.  

Tabelle 10: Standardverdünnungsreihe für die Proteinbestimmung nach Bradford 

 Protein Verdünnter Lysepuffer 
Konzentration  

[mg BSA/ml] 

A 2µl BSA-Stocksolution (0,1µg/µl) 198µl 1,0 

B 100µl A 100µl 0,5 

C 100µl B 100µl 0,25 

D 100µl C 100µl 0,125 

E 100µl D 100µl 0,0625 

F  100µl 0 

 

Anschließend wurden je 5 µl der Proben bzw. Standards in Dreifachbestimmung in eine 

durchsichtige 96 Well-Platte pipettiert. Mit einer Mehrkanalpipette wurden jedem 200 µl 

Farbreagenz pro Well hinzugefügt. Die Platte wurde im Photometer bei Raumtemperatur für 5 

Minuten geschüttelt. Anschließend wurde bei 590 nm die Extinktion bestimmt. Anhand der BSA-

Standardgerade konnte die Proteinkonzentration der Proben bestimmt werden.  
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3.5 Bestimmung der Nitrit-Konzentration 

Nitrit ist ein wichtiges physiologisches Boten- und Effektormolekül und eines der primären, 

stabilen Abbauprodukte von Stickstoffmonoxid [134]. Der Nitritgehalt der Proben wurde mittels 

einer Diazotierungsreaktion, die 1879 von Peter Griess erstmals beschrieben wurde, und einer 

anschließenden photometrische Messung erfasst [135]. Die Messung wurde mithilfe des Griess 

Reagent Systems der Firma Promega durchgeführt.  

Etwa 3-4 mm große Stücke des Darmgewebes aus dem Everted Sac-Versuch wurden mit 120 µl 

DPBS im TissueLyser mit einem 5 mm Bead bei einer Frequenz von 30 Hz/s für 30 Sekunden 

homogenisiert. Anschließend wurden die Lysate für 10 Minuten bei einer Frequenz von 

12.000 rpm und einer Temperatur von 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und 

auf Eis gelagert.  

Zur Herstellung der Standardkurve wurden 2 µl Nitrit-Standard (0,1 M) 1:1000 mit DPBS 

verdünnt, woraus sich eine Nitritkonzentration von 100 µM ergab. Die Standardverdünnungsreihe 

wurde nach dem Schema in Tabelle 11 direkt in einer 96 Well-Platte im Triplikat hergestellt. Von 

den Proben wurden im Duplikat je 40 µl in Wells pipettiert.  

Tabelle 11: Herstellung der Nitrit-Standardverdünnungsreihe 

 
Nitrit-

Verdünnungsreihe 
DPBS [µl] Nitritkonzentration [µM] 

A 80 µl Nitrit-Standard - 100 

B 40 µl A 40 50 

C 40 µl B 40 25 

D 40 µl C 40 12,5 

E 40 µl D 40 6,25 

F 40 µl E 40 3,13 

G 
(40 µl wurden verworfen) 

40 µl F 40 1,56 

H - 40 0 

 

Zu Standards und Proben wurden jedem Well mit einer Mehrkanalpipette 40 µl Sulfonamidlösung 

beigefügt. Nach einer zehnminütigen Dunkelinkubation bei Raumtemperatur wurden 40µl NED-

Lösung hinzu pipettiert und die Platte wurde abermals für 10 Minuten dunkel inkubiert, wobei eine 

lila Färbung entstand. Die Absorption wurde anschließend bei 520 bis 550nm gemessen, wobei 

die Messung bei 540nm ausgewertet wurde. Anhand der Standardgerade wurde die 

Nitritkonzentration der Proben berechnet, wobei diese auf die Proteinkonzentration der Proben 

bezogen wurde. Diese wurde mittels Bradford-Assay (Kapitel 2.5)  ermittelt.  
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4 Ergebnisse 

Der Fokus der vorliegenden Arbeit lag in der Untersuchung des Einflusses des Neolignans 

Magnolol auf die fructoseinduzierte Störung der intestinalen Barrierefunktion. In Vorversuchen 

wurde die optimale Fructosekonzentration ermittelt [129].  

Des Weiteren wurden die Konzentrationen von Magnolol, die keine bzw. nur geringe Effekte auf 

die Parameter der Permeabilität haben, festgelegt. Die Ergebnisse dieser Untersuchungen sind 

im Anhang zusammengefasst.  

4.1 Xylosemessung 

Um zu untersuchen, ob Magnolol die durch Fructose veränderte Darmpermeabilität im Everted 

Sac-Modell beeinflusst, wurden die Gewebesäckchen im Everted Sac-Versuch für fünf Minuten 

in einer Xylose-haltigen Lösung inkubiert. Wie in Abbildung 7 zu sehen ist, führte die Inkubation 

in der 5 mM-Fructoselösung (Positivkontrolle) im Vergleich zur Negativkontrolle (reiner KRH-

Puffer ohne Fructose) zu einer höheren Permeation von Xylose. Bei der Zugabe von 5 und 50 µM 

Magnolol zur 5 mM-Fructoselösung war die Permeation geringer, erreichte jedoch aufgrund der 

Streuung nicht das Signifikanzniveau.  

 

Abbildung 7: Einfluss von 5 und 50 µM Magnolol auf die Permeation von Xylose in Everted Sacs des 
Dünndarms, die mit Fructose behandelt wurden. Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4-5. K: Kontrolle; F: 
Fructose [5mM]; M: Magnolol 

Die Anreicherung des KRH-Puffers mit 1µM Magnolol führte zu einer geringeren Permeation von 

Xylose, was für 10µM nicht nachweisbar war (siehe Abbildung 8). 
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Abbildung 8: Einfluss von 1 und 10 µM Magnolol auf die Permeation von Xylose in Everted Sacs des 
Dünndarms, die mit Fructose behandelt wurden. Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4. K: Kontrolle; F: 
Fructose [5mM]; M: Magnolol 

4.2 Messung der Arginaseaktivität 

Studien der Arbeitsgruppe von Prof. Bergheim deuten darauf hin, dass Veränderungen des 

Metabolismus von Stickstoffmonoxid- und Arginasemetabolismus in der Regulation der 

intestinalen Barrierefunktion von Bedeutung sind [129]. 

Um zu untersuchen, ob Magnolol einen Einfluss auf Veränderungen der intestinalen 

Arginaseaktivität hat, wurde die Arginaseaktivität in den Everted Sacs des Dünndarmgewebes 

nach der Behandlung mit Fructose ± Magnolol bestimmt.  

Wie aus Abbildung 9 ersichtlich ist, führte der Zusatz von 5 bzw. 50 µM Magnolol zur 

Fructoselösung zu einer höheren Arginaseaktivität des darin inkubierten Gewebes. Allerdings 

waren diese Unterschiede nicht signifikant (p>0,05).  

 

Abbildung 9: Einfluss von 5 und 50 µM Magnolol auf Arginaseaktivität in Everted Sacs des Dünndarms, die mit 
Fructose behandelt wurden. Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=3. K = Kontrolle, F = Fructose [5mM], M = 
Magnolol 

Auch durch den Zusatz von 1 und 10 µM Magnolol zur Fructoselösung kam es zu einer geringeren 

Reduktion der Arginaseaktivität des Everted Sac Dünndarmgewebes (siehe Abbildung 10).  
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Abbildung 10: Einfluss von 1 und 10 µM Magnolol auf die Arginaseaktivität in Everted Sacs des Dünndarms, 
die mit Fructose behandelt wurden. Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4. K = Kontrolle, F = Fructose [5mM], 

M = Magnolol 

4.3 Nitrit-Messung 

Um den Einfluss von Magnolol auf die Fructose-induzierte Veränderung der Bildung von 

Stickstoffmonoxid zu untersuchen, wurde die Konzentration von Nitrit, einem stabilen 

Abbauprodukt von Stickstoffmonoxid (NO), in Dünndarmgewebe von Everted Sacs, die mit 

Fructose ± Magnolol behandelt wurden, bestimmt.  

Wie in Abbildung 11 und  Abbildung 12 zu sehen ist, war die Nitritkonzentration in den 

Gewebesäckchen, die in KRH-Puffer mit 5mM Fructose inkubiert worden waren, etwas höher als 

in jenen Gewebesäckchen, die in reinem KRH-Puffer inkubiert worden sind. Die Beigabe von 

5 µM Magnolol (Abbildung 11) sowie 1 und 10 µM Magnolol (Abbildung 12) schien die 

Nitritkonzentration geringfügig zu reduzieren. Leider gab es auch hier keine Signifikanzen, was 

vermutlich in erster Linie der geringen n-Zahl von 3-5 und der relativ hohen Streuung innerhalb 

der Versuchsbedingungen zuzuschreiben ist.  

 

 

Abbildung 11: Einfluss von 5 und 50 µM Magnolol auf die Nitritkonzentration in Everted Sacs aus Dünndarm, 
die mit Fructose behandelt wurden. Die Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4-5. K = Kontrolle, F = Fructose 
[5mM], M = Magnolol 
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Abbildung 12: Einfluss von 1 und 10 µM Magnolol auf die Nitritkonzentration in Everted Sacs aus Dünndarm, 
die mit Fructose behandelt wurden. Die Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4. K = Kontrolle, F = Fructose 
[5mM], M = Magnolol 
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5 Diskussion 

Die weltweit steigende Prävalenz metabolischer Erkrankungen, wie beispielsweise Adipositas, 

Typ 2-Diabetes oder Hyperlipidämie, stellt ein gewaltiges gesundheitspolitisches Problem dar 

[136]. Das Metabolische Syndrom – das Clustering verschiedener metabolischer Komorbiditäten 

- wird durch die Weltgesundheitsorganisation als pathologischer Zustand definiert, der durch 

abdominelle Adipositas, Insulinresistenz, Bluthochdruck und Hyperlipidämie gekennzeichnet ist 

[137]. Durch die Ausbreitung des westlichen Lebensstils (hochkalorische, ballaststoffarme 

Ernährung mit viel Fett und Zucker, wenig körperliche Aktivität) ist das Metabolische Syndrom zu 

einem globalen Gesundheitsproblem geworden, von dem längst nicht mehr nur Industrie-, 

sondern vor allem auch Entwicklungsländer betroffen sind. Die Prävalenz wird auf etwa ein Viertel 

der Weltbevölkerung geschätzt [136]. Das Syndrom begünstigt die Ausbreitung anderer (kardio-) 

metabolischer Erkrankungen wie Typ-2-Diabetes, Herz-Kreislauf-Erkrankungen und Schlaganfall 

[136]. Die NAFLD (Nichtalkoholische Fettlebererkrankung) gilt als hepatische Manifestation des 

Metabolischen Syndroms [138] und ist weltweit eine der häufigsten Lebererkrankungen [139]. Die 

Prävalenz wird auf etwa 24 % (Europa 23 %, bzw. 5-44 % je nach Land) geschätzt und steigt 

stetig [140, 141].  

Ein erhöhter Zuckerkonsum wird als eine der Hauptursachen für die weltweite Ausbreitung von 

Fettleibigkeit und Diabetes sowie die damit einhergehenden kardiometabolischen Risiken 

angesehen. Besonders schädlich scheint sich hier eine hohe Aufnahme von Fructose 

auszuwirken  [70]. 

In Tiermodellen geht eine hohe Fructoseaufnahme mit einer Verschlechterung der intestinalen 

Barrierefunktion einher, wodurch es zu einer Translokation bakterieller Endotoxine kommt [87]. 

Ähnliches wird auch für den Menschen diskutiert [142]. Die Portalvene verbindet den Darm und 

die Leber („Darm-Leber-Achse“) [143]. Dies könnte den Zusammenhang von Endotoxinen und 

dem Fortschreiten von NAFLD und anderen Erkrankungen erklären [144]. Wie sich in zahlreichen 

Studien [76, 145–151] gezeigt hat, kann ein hoher Fructosekonsum inflammatorische Prozesse 

begünstigen. Einerseits kann die aus dem Abbau von Fructose resultierende vermehrte 

Lipogenese zur übermäßigen Bildung von Fettgewebe führen, das metabolisch aktiv ist und unter 

anderem proinflammatorische Metabolite freisetzt [152]. Andererseits kann eine hohe 

Fructoseaufnahme in isolierter Form  die Entstehung einer mikrobiellen Dysbiose, die im 

Zusammenhang mit der NAFLD als förderlich angesehen wird, induzieren, indem sie 

Entzündungsprozesse, Insulinresistenz und intestinale Permeabilität moduliert [138].  

Bisher ist jedoch nicht genau geklärt, wie bzw. über welche Signalwege Fructose die intestinale 

Barrierefunktion schädigt. Vor diesem Hintergrund wurde in der vorliegenden Masterarbeit 

untersucht, ob die Behandlung mit Magnolol in verschiedenen Konzentrationen im ex vivo-

Everted Sac Modell protektive Effekte auf die intestinale Barrierefunktion hat und ob das 

Neolignan vor fructoseinduzierten Veränderungen der Darmpermeabilität schützt.  
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5.1 Das ex-vivo Everted Sac-Modell zur Untersuchung des Einflusses von 

Nahrungsbestandteilen auf die Darmbarrierefunktion 

In der vorliegenden Arbeit wurde zur Untersuchung des Einflusses von Fructose und Magnolol 

auf die intestinale Barrierefunktion ein sogenanntes „Everted Sac“ Modell verwendet. Hierzu 

wurde Dünndarmgewebe von Mäusen entnommen und entsprechend zu sogenannten „Everted 

Sacs“ gebaut. Das in-vitro Everted Sac-Modell wurde 1954 von Thomas Hastings Wilson und 

Gerald Wiseman [127] eingeführt. Seitdem wurden an dem Modell Änderungen und 

Verbesserungen vorgenommen, um die Lebensfähigkeit des Gewebes zu erhöhen und ein 

intaktes Schleimhautepithel zu erhalten, das die in-vivo-Bedingungen nachahmt [153]. Das 

Modell ermöglicht die Untersuchung von Absorption, Transport sowie Interaktionen 

verschiedener Substanzen [154]. 

Vorteile des Modells sind eine relativ große Absorptionsfläche und das Vorhandensein einer 

Mucusschicht [153]. Außerdem werden weniger Tiere benötigt also für in vivo-Versuche [154]. 

Everted Sac-Versuche eignen sich, um zu testen, wie sich verschiedene Konzentrationen einer 

Substanz auf relevante Marker auswirken, bevor Tierversuche durchgeführt werden. Während 

bei Zellkulturversuchen nur eine Art von Zellen – beispielsweise T84-Colonzellen oder Caco 2-

Zellen – vorliegt, setzt sich ein Everted Sac aus Dünndarm von Mäusen aus zahlreichen 

verschiedenen Zelltypen zusammen und ist komplexer als in vitro-Modelle, in denen kaum noch 

Enzymaktivität stattfindet [154]. Verglichen mit Caco-2 Zellen, die ursprünglich aus einem 

humanen Dickdarmtumor gewonnen wurden und sich für Studien zur oralen Absorption eignen, 

ist das Everted Sac Modell besser geeignet, um den Transport von Substanzen durch das 

Dünndarmepithel zu untersuchen [153, 155]. Ebenfalls vorteilhaft gegenüber anderen in vitro-

Modellen ist das relativ kleine Volumen im Everted Sac, wodurch es zu einer schnelleren 

Akkumulation von Substanzen kommt [156].  

Zu den Nachteilen zählt das Fehlen einer aktiven Blut- und Nervenversorgung [156], wodurch die 

Lebensfähigkeit des Gewebes unter physiologischen Bedingungen auf etwa zwei Stunden 

limitiert ist [153]. Darüber hinaus kann es während des Umstülpens zu einer Schädigung des 

Darmgewebes kommen, wodurch die Ergebnisse verzerrt wären [156]. Zudem wird die 

Muscularis mucosae meist nicht entfernt, was dazu führen kann, dass der Transport der 

Substanzen unterschätzt wird, da diese zur Bindung an Muskelzellen neigen [154]. Verschiedene 

Faktoren beeinflussen das Ergebnis. Darunter Alter [157, 158], Geschlecht [159], Spezies und 

Ernährung des Tieres [160], das verwendete Darmsegment (Ileum, Jejunum, Duodenum bzw. 

Colon) [161–163], ebenso experimentelle Faktoren wie der pH-Wert im Inneren des Darmsackes 

sowie im Inkubationsmedium [164–166], die Temperatur [167, 168] und die Konzentration der 

verwendeten Substanzen [169]. Die Methode ist relativ einfach und tiersparend und eignet sich 

beispielsweise für das Screening verschiedener Substanzen bzw. Konzentrationen dieser, bevor 

Tierversuche durchgeführt werden [154].   
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5.2 Einfluss von Fructose und Magnolol auf die intestinale Permeabilität  

In zahlreichen Studien konnte gezeigt werden, dass Fructose einen Einfluss auf die Integrität der 

Darmwand hat. Bergheim et al. konnten zeigen, dass Mäuse, die mit Fructose gefüttert wurden, 

höhere Plasmaendotoxinspiegel aufwiesen und die hepatische Fettakkumulation signifikant 

erhöht war [76]. Dies könnte mit den Auswirkungen von Fructose auf Tight Junction-Proteine 

zusammenhängen. Spruss et al. konnten zeigen, dass Mäuse, die mit Fructose gefüttert wurden, 

verminderte Spiegel an Occludin und ZO-1-Proteinen hatten. Sie konnten zudem eine 

Überaktivierung von Matrix-Metalloproteinasen (MMP-9 und MMP-13), die am 

posttranslationalen Abbau von Occludin beteiligt sind, sowie einen verminderten Spiegel an 

TIMP-1 (Tissue inhibitor of MMP-1) nachweisen. Durch eine Behandlung mit Metformin kam es 

zu einer Reduktion der negativen Effekte von Fructose auf die Tight Junction-Proteine [82, 90]. 

Auch bei Ratten führte eine Fütterung mit Fructose zu einem verminderten Spiegel an Tight 

Junction-Proteinen [86, 91]. Der Mechanismus, durch den Fructose die Durchlässigkeit des 

Darms erhöht, ist noch nicht vollständig geklärt. Möglicherweise spielt inflammasome Dysfunktion 

eine Rolle. Bei Mäusen, die mit Fructose gefüttert wurden, kam es zu einer Herabregulation von 

NLRP6 (NOD-like receptor family pyrin domain-containing 6) im Dickdarmgewebe. NLRP6 ist 

eine Domäne des Inflammasoms, die an der  Regulation der Regeneration intestinaler 

Epithelzellen beteiligt ist [88, 170].  

Eine andere Theorie verknüpft die negativen Effekte von Fructose auf die Darmbarriere mit dem 

durch Alkohol induzierbaren Enzym Cytochrom P450-2E1 (CYP2E1), das hauptsächlich in der 

Leber exprimiert wird und dort unter anderem für den Abbau von Alkohol zuständig ist [91, 171]. 

Die CYP2E1-Induktion oder -Aktivierung ist in der Regel mit einer erhöhten Produktion reaktiver 

Sauerstoffspezies (ROS) verbunden. Dies wurde auch bei fructoseexponierten Ratten und 

Wildtyp-Mäusen beobachtet, nicht aber bei Cyp2e1-Null-Mäusen [91]. Im Dünndarm 

fructoseexponierter Ratten waren CYP2E1- und iNOS-Proteine, Marker für oxidativen bzw. 

nitrativen Stress, deutlich erhöht [91]. Bei Fettlebererkrankungen wurde festgestellt, dass nicht 

nur hepatisches[172], sondern auch intestinales CYP2E1 in erhöhten Mengen vorliegt. Ein 

erhöhter Spiegel an intestinalem CYP2E1 könnte über die posttranslationale Modifikationen der 

Tight- und Adherens Junction-Proteine sowie der Apoptose von Enterozyten zu einer Störung der 

intestinalen Barrierefunktion sowie einer Endotoxämie beitragen, wie es bei Nagetieren unter 

Alkoholexposition nachgewiesen wurde [173].  

In der vorliegenden Arbeit führte die Behandlung mit Fructose zu einer vermehrten Permeation 

von Xylose durch das Dünndarmgewebe, wobei das Signifikanzniveau nur im gepaarten 

Vergleich erreicht wurde (siehe Anhang). Die Behandlung mit 1, 5 und 50 µM Magnolol scheint 

die fructoseinduzierte Permeation von Xylose im Everted Sac-Modell des Dünndarms von 

C57/BL6-Mäusen zu vermindern. Bei einer Behandlung mit 10 µM des Neolignans war dies nicht 

nachweisbar. Dass die Unterschiede das Signifikanzniveau nicht erreichen, dürfte an der 
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geringen n-Zahl von 4-5 liegen. Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit gehen mit jenen von 

Deng et al. einher, die zeigen konnten, dass Magnolol in einem durch Escherichia coli induzierten 

Diarrhoe-Mausmodell protektive Effekte auf die intestinale Barriere hatte. In diesen Studien führte 

die intraperitoneale Gabe von 300 mg Magnolol pro Kilogramm Körpergewicht zu einer Erhöhung 

der Zottenlänge und Kryptentiefe, sowie zu einer Verringerung der Anzahl von Becherzellen und 

des Verhältnisses von Zottenhöhe zu Kryptentiefe. Zudem verhinderte eine Verabreichung von 

500 mg Magnolol pro Kilogramm Körpergewicht die Apoptose intestinaler Epithelzellen  [125]. 

Weiterhin konnten Shen et al. nachweisen, dass Magnolol die Expression der Tight Junction-

Proteine ZO-1 und Occludin in Mäusen mit durch Dextransulfatsodium induzierter Colitis erhöht 

[96]. Tight Junction-Proteine sind wichtige Bestandteile der intestinalen Barriere und essentiell für 

die Integrität der intestinalen Mucosa [174]. Zudem weist die Studie von Shen et al. darauf hin, 

dass die orale Gabe von 25, 50 bzw. 100 mg Magnolol pro Kilogramm Körpergewicht bei Mäusen 

mit experimentell induzierter Colitis in Colongewebe die Expression von TNF-α, IL-1β und IL-12 

über die Regulierung des Nuklearfaktor-κB (NF-κB) und des Peroxisom-Proliferator-aktivierten 

Rezeptor-γ (PPAR-γ) hemmt [96].  

Chen et al. fanden, dass bei Masthühnern, die mit Salmonella pullorum infiziert worden waren, 

die Anreicherung des Futters mit 300 mg/kg Magnolol zu einer Vermehrung von Lactobacillus 

und zu einer Reduktion von Streptokokken führt [175]. Auch Sakaue et al. wiesen dem Neolignan 

eine antimikrobielle Wirkung gegen Streptokokken nach [100]. Lactobazillen scheinen protektive 

Effekte auf die Darmbarriere zu haben, das Eindringen luminaler Pathogene in den Wirt zu 

verhindern und das Immunsystem zu stimulieren [176, 177]. Außerdem führte die 

Magnololintervention bei Chen et al. zu einer gesteigerten Expression von ENPP7 und SAT1 

[178]. ENPP7 ist ein Enzym, das Sphingomyelin zu Ceramiden hydrolysiert und 

entzündungshemmend wirkt [179]. Ceramide spielen eine wichtige Rolle bei der angeborenen 

Immunität des Darmepithels [180]. SAT1 ist wichtig für den Polyaminmetabolismus, der essentiell 

für das mucosale Wachstum sowie die Barrierefunktion ist [181]. Polyamine wie beispielsweise 

Spermidin sind kleine polykationische Moleküle, die aus dem Metabolismus von L-Arginin 

stammen [182]. Spermidin bzw. L-Arginin scheinen die Entwicklung regulatorischer T-Zellen zu 

fördern und dadurch positive Auswirkungen auf die Darmimmunität zu haben [183]. Eine 

verminderte Polyaminkonzentration kann die intestinale Barrierefunktion beeinträchtigen [184, 

185]. 

Basierend auf den bereits diskutierten Ergebnissen anderer Studien wurde hier untersucht, ob 

Magnolol vor einer fructoseinduzierten Veränderung der intestinalen Permeabilität schützt.  

Wenngleich das Singifikanzniveau nicht erreicht wurde, weisen die Ergebnisse insgesamt darauf 

hin, dass Magnolol die Permeabilität im Darm, die durch Fructose induziert wird, verändern kann. 

Weitere Studien sind jedoch nötig, um zu untersuchen, ob dies auch in vivo nachweisbar ist.  
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5.3 Einfluss von Magnolol auf Marker des NO- / Argininmetabolismus 

Studien deuten darauf hin, dass das Enzym Arginase die Funktion des Endothels modulieren 

[186, 187] und bei der Regulation der intestinalen Permeabilität eine Rolle spielen könnte [188]. 

Untersuchungen der eigenen Arbeitsgruppe weisen darauf hin, dass Veränderungen der 

Arginaseaktivität zur Entwicklung einer intestinalen Barrieredysfunktion beitragen könnten [129]. 

Rajcic et al. fanden, dass eine Supplementation mit 2,5 g Citrullin pro Kilogramm Körpergewicht 

im Mausmodell vor dem Voranschreiten einer bereits bestehenden NAFLD bzw. NASH schützt. 

Sie führten dies auf Veränderungen der intestinalen Arginaseaktivität und der intestinalen 

Permeabilität zurück [129]. In der vorliegenden Masterarbeit konnte gezeigt werden, dass die 

durch Fructose verminderte Arginaseaktivität in Everted Sac-Dünndarmgewebe durch den Zusatz 

von 1, 5, 10 und 50 µM Magnolol zu der fructosehaltigen Inkubationslösung gestiegen ist. 

Allerdings wurde das Signifikanzniveau aufgrund der kleinen n-Zahl und der relativ großen 

Streuung nicht erreicht. 

Ergebnisse in Nagetiermodellen mit Endotoxämie deuten darauf hin, dass eine Supplementation 

von L-Citrullin und L-Arginin die intrazelluläre NO-Produktion normalisiert und die iNOS-

Konzentration senkt [189], was als entscheidend für die Funktion der Darmbarriere angesehen 

wird [190, 191]. Eine erhöhte Nitritproduktion im intestinalen Gewebe wird mit einer Störung der 

Darmbarriere assoziiert [91]. Bei Rajcic et al. führte die Supplementation mit L-Citrullin zu einer 

Reduktion der erhöhten Nitritkonzentrationen im Dünndarm der mit einer fett-, fructose- und 

cholesterinreichen Diät gefütterten Mäuse [129]. Auch in anderen Organen kam es durch eine 

Supplementierung mit L-Citrullin zu einer Normalisierung der iNOS-abhängigen NO-Synthese 

[192]. Der Rückgang der Nitritkonzentrationen durch die Supplementation mit L-Arginin, war mit 

geringeren Rückgängen der Arginase-Aktivität im Dünndarmgewebe verbunden [129]. Arginase 

hat sich bereits als Gegenregulator von Stickstoffmonoxid-Synthasen, darunter auch iNOS, 

erwiesen und reguliert damit auch die Bioverfügbarkeit von NO [193]. Die Aktivierung von iNOS 

und die Überproduktion von NO werden mit einer Dysfunktion der intestinalen Barriere assoziiert 

[194].  

Eine Studie von Wang et al. deutet darauf hin, dass Magnolol durch die Reduktion der NO-

Produktion zu einer Verbesserung der gastrointestinalen Funktion beitragen könnte [195]. Im 

Mausmodell konnte das Neolignan zudem die sepsisinduzierte NO-Produktion und iNOS-

Expression verhindern [115].  

Auch Chen et al. stellten fest, dass eine Supplementation von 200 mg Magnolol pro Kilogramm 

Körpergewicht bei Masthühnern zu einer verminderten iNOS-Expression und NO-Produktion 

führte [175]. In einem durch Escherichia coli induzierten Diarrhöe-Mausmodell führte die Gabe 

von 100, 300 bzw. 500 mg Magnolol pro Kilogramm Körpergewicht zu einer verminderten 

Konzentration an NO und 300 bzw. 500 mg Magnolol pro Kilogramm Körpergewicht zu einer 

verringerten iNOS-Aktvitiät [125]. Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass Magnolol einen 



Diskussion 

45 

positiven Effekt auf die intestinale Barrierefunktion haben könnte [175], da eine erhöhte 

Nitritproduktion im intestinalen Gewebe, wie bereits diskutiert wurde, als Risikofaktor für eine 

Störung der Darmbarriere angesehen wird [91].  

Der Zusatz von 1, 5 und 10 µM Magnolol zu der Fructoselösung, in der die Everted Sacs inkubiert 

wurden, führte zu einer geringfügigen Reduktion der Nitritkonzentration, wohingegen die Aktivität 

der Arginase sich erhöhte. Leider sind auch diese Ergebnisse nicht signifikant (p>0,05). Wie 

weiter oben bereits beschrieben wurde, weisen jedoch bereits zahlreiche Studien darauf hin, dass 

Magnolol - möglicherweise aufgrund seiner antiinflammatorischen Wirkung – die NO-Produktion 

sowie die iNOS-Expression hemmen könnte [115, 125, 175, 195, 196]. In Mäusen konnten durch 

Oxaliplatin induzierter oxidativer Stress und Entzündungsreaktionen durch Magnolol unterdrückt 

werden. Dies wurde auf die Induktion von Glutathion, Glutathionperoxidase und 

Superoxiddismutase zurückgeführt. Zudem kam es zu einer Herabregulation von NF-κB und der 

nachfolgenden proinflammatorischen Zytokine. Des Weiteren führte die Magnololintervention zu 

einer Aufrechterhaltung der Occludinexpression [197]. Hu et al. stellten fest, dass Magnolol in 

vitro die Expression der Metalloproteinase 13 (MMP13) regulierte [196]. MMP-13 ist am 

posttranslationalen Abbau des Tight Junction-Proteins Occludin beteiligt [82]. Hu et al. führten die 

positiven Effekte von Magnolol auf die Aktivierung der PI3K/Akt/NF-κB-Signalkaskade zurück 

[196].  Auch Lin et al. gehen davon aus, dass die antiinflammatorische Wirkung von Magnolol auf 

einer Aktivierung von PPAR-γ und einer verminderten Expression von NF-κB beruhen [95, 113]. 
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6 Fazit und Ausblick 

Insgesamt deuten die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit darauf hin, dass die NO-Synthese im 

Dünndarmgewebe durch Fructose verändert wird, wodurch es zu einer erhöhten NO-

Konzentration und einer verringerten Arginaseaktivität kommt. Die Zugabe von Magnolol scheint 

zu einer Normalisierung von Arginaseaktivität und NO-Konzentration zu führen. Insgesamt 

weisen die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zusammen mit den Ergebnissen anderer darauf 

hin, dass Magnolol vor einer fructose-induzierten Schädigung der intestinalen Barriere schützen 

könnte [96, 125]. Der molekulare Mechanismus, der diesem potenziell schützenden Effekt von 

Magnolol auf die Darmbarriere zugrunde liegt, ist noch nicht vollständig geklärt. Es wird jedoch 

vermutet, dass die antiinflammatorische Wirkung von Magnolol eine Rolle spielt [96]. Die 

Untersuchung von Tight Junction-Proteinen sowie der MLCK (Myosin light chain kinase) oder der 

ROCK-Aktivität könnten Aufschlüsse über molekulare Mechanismen bzw. zugrundeliegende 

Signalkaskaden liefern.  

Studien am Menschen werden benötigt, um zu untersuchen, ob Magnolol auch beim Menschen 

vor einer Schädigung der intestinalen Barrierefunktion sowie damit assoziierten Erkrankungen 

schützt. Dosen von 300 – 500 mg Magnolol pro Kilogramm Körpergewicht, die in 

tierexperimentellen Studien angewandt werden, wären bei einer 70 Kilogramm schweren Person 

21 – 35 g Magnolol. Dies würde einer pharmakologischen Dosis entsprechen und ist auf 

natürlichem Wege, beispielsweise durch den Konsum von Magnolientee, wohl kaum zu 

erreichen. Die geringe Bioverfügbarkeit, die schlechte Wasserlöslichkeit erschweren zudem die 

klinische Anwendung. 

Dennoch weisen die Ergebnisse darauf hin, dass Magnolol eine vielversprechende Substanz ist, 

die in Zukunft auch in der westlichen Medizin eine Rolle spielen könnte. Es sind weiterführende 

Studien notwendig, die Hinweise auf die zugrundeliegenden molekularen Mechanismen liefern. 

Erkenntnisse zu der Dosierung und Darreichungsform können zudem eine wertvolle Grundlage 

für die Therapie intestinaler Barrieredysfunktionen bei Menschen darstellen und zur Prävention 

von assoziierten Morbiditäten, wie der NAFLD, beitragen. 
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Zusammenfassung 

Eine Störung der intestinalen Barrierefunktion wird mit der Pathogenese verschiedenster 

Erkrankungen wie beispielsweise dem Metabolischen Sondrom sowie der Nicht-alkoholischen 

Fettlebererkrankung (NAFLD) assoziiert. Unter anderem wird eine hohe Fructoseaufnahme mit 

der Entstehung der genannten Erkrankungen in Verbindung gebracht. Tierexperimentelle Studien 

weisen darauf hin, dass ein hoher Fructosekonsum auch unabhängig von einer positiven 

Energiebilanz zur Entstehung metabolischer Erkrankungen führen kann. Hierbei scheint neben 

dem insulinunabhängigen Abbau des Monosaccharids auch eine Schädigung der intestinalen 

Barrierefunktion sowie eine daraus resultierende Translokation bakterieller Endotoxine in die 

Portalvene von Bedeutung zu sein. Magnolol, einem Neolignan, das aus der Stammrinde der 

Magnolia officinalis isoliert wird, wurden in Studien unter anderem antiinflammatorische und 

antibakterielle Wirkungen nachgewiesen. Es scheint einen Einfluss die intestinale Integrität zu 

haben. In der vorliegenden Arbeit wurde untersucht, ob eine Behandlung mit 1, 5, 10 und 50 µM 

Magnolol im ex-vivo Everted Sac Modell des Dünndarms zu Veränderungen der 

Darmbarrierefunktion führt und ob das Neolignan vor fructoseinduzierten Veränderungen der 

Darmpermeabilität schützt. Um die Permeation des Gewebes zu erfassen, wurden 

Xylosemessungen durchgeführt. Zusätzlich wurde die Arginaseaktivität im ex vivo-

Dünndarmgewebe bestimmt. Weiterhin wurde die NO-Konzentration im Dünndarmgewebe 

photometrisch bestimmt. Die Fructoseintervention führte tendenziell zu einer stärkeren 

Permeation von Xylose durch das Darmgewebe, zu einer verringerten Arginaseaktvität und zu 

einem Anstieg der Nitritkonzentration. Durch die Zugabe von Magnolol sank die 

Xylosekonzentration in den Everted Sacs und damit die Permeabilität des Gewebes. Die 

Arginaseaktivität war durch den Zusatz von Magnolol höher und die Nitritkonzentration geringer. 

Diese Ergebnisse weisen darauf hin, dass Magnolol eine protektive Wirkung auf die intestinale 

Barrierefunktion haben könnte, wenn auch aufgrund der Streuung sowie der kleinen n-Zahl keine 

Signifikanz erreicht werden konnte. Es sind weitere Studien in vivo notwendig, um die 

zugrundeliegenden Mechanismen zu klären. Weiterführende Tierversuche und Humanstudien 

können wichtige Hinweise auf einen möglichen therapeutischen Nutzen von Magnolol auf die 

intestinale Barrierefunktion liefern.  
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Summary 

The disruption of the intestinal barrier function is associated with the pathogenesis of various 

diseases, including the so-called metabolic syndrome and non-alcoholic fatty liver disease 

(NAFLD). Studies suggest an association of these diseases with fructose intake. Furthermore 

results of studies also suggest that a high fructose consumption can add to the development of 

metabolic diseases independently of a positive energy balance. Results of animal studies suggest 

that chronic elevated intake of fructose is associated with an intestinal barrier dysfunction and an 

increased translocation of bacterial endotoxins. Magnolol, a neolignan isolated from the stem bark 

of Magnolia officinalis, is known to possess anti-inflammatory and antibacterial effects. It seems 

also to modulate intestinal integrity. Starting from this background the present study aimed to 

determine if a supplementation of magnolol can attenuate the development of fructose-induced 

intestinal barrier dysfunction.  

In the present study, it was investigated whether treatment with 1, 5, 10 and 50 µM magnolol 

leads to changes in intestinal barrier function in the ex-vivo Everted Sac model of the small 

intestine and whether the neolignan protects against fructose-induced changes in intestinal 

permeability. Xylose measurements were performed to assess tissue permeation. Barrier function 

was determined by arginase activity in small intestinal tissue ex vivo. Furthermore, the NO 

concentration in the small intestinal tissue was determined photometrically. The significance level 

could not be reached due to the small sample number, but the results suggest that magnolol may 

have a protective effect on intestinal barrier function. Further in vivo studies are needed to clarify 

the underlying mechanisms. Subsequent animal and human studies may provide important clues 

to a possible therapeutic benefit of magnolol on the intestinal barrier function.  
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Abbildung 13: Einfluss von 5 und 50 µM Magnolol auf die Permeation von Xylose in Everted Sacs des 

Dünndarms. Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4-5. K: Kontrolle; M: Magnolol 

 

Abbildung 14: Einfluss von 1 und 10 µM Magnolol auf die Permeation von Xylose in Everted Sacs des 

Dünndarms. Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=3-4. K: Kontrolle; M: Magnolol 

 

 

Abbildung 15: Einfluss von 5 und 50 µM Magnolol auf die Arginaseaktivität in Everted Sacs des Dünndarms. 
Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=3. K: Kontrolle; M: Magnolol  
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Abbildung 16: Einfluss von 1 und 10 µM Magnolol auf die Arginaseaktivität in Everted Sacs des Dünndarms. 
Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=3-4. K: Kontrolle; M: Magnolol 

 

Abbildung 17: Einfluss von 5 und 50 µM Magnolol auf die Nitritkonzentration in Everted Sacs aus Dünndarm. 
Die Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=4-5. K: Kontrolle; M: Magnolol  

 

 

Abbildung 18: Einfluss von 1 und 10 µM Magnolol auf die Nitritkonzentration in Everted Sacs aus Dünndarm. 
Die Werte sind dargestellt als MW ± SEM, n=3. K: Kontrolle; M: Magnolol  
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