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1 Einleitung 

1.1 Hintergrund der Arbeit  

Die Prävalenz von Übergewicht und Fettleibigkeit (Adipositas) in Menschen nimmt weltweit stetig 

zu und erregt zunehmend Besorgnis über die öffentliche Gesundheit. Laut der World Health 

Organization (WHO) werden Menschen als übergewichtig bzw. fettleibig/adipös bezeichnet, wenn 

ihr Body Mass Index (BMI), welcher das Verhältnis von Körpergewicht zu Körpergröße wiedergibt, 

gleich oder über 25 kg/m2 bzw. ≥ 30 kg/m2 beträgt (World Health Organization, 2021). Seit 1975 

hat sich die Anzahl adipöser Menschen nahezu verdreifacht (World Health Organization, 2021). 

2016 erreichte die Anzahl übergewichtiger Erwachsener einen Wert von 1,9 Milliarden, von denen 

650 Millionen Menschen als fettleibig eingestuft wurden (World Health Organization, 2021). 

Darüber hinaus wurden 2020 39 Millionen Kinder unter 5 Jahren bereits als übergewichtig oder 

adipös eingeschätzt (World Health Organization, 2021). Mit dem Übergewicht und der Fettleibigkeit 

geht eine Vielzahl von Begleiterkrankungen einher, wie beispielsweise Diabetes mellitus, psychische 

Erkrankungen, Herz-Kreislauf-Störungen oder sogar Tumorerkrankungen, die wiederum zu einer 

Übersterblichkeit dieser Bevölkerungsgruppen führen können (Abdelaal et al., 2017, Piché et al., 

2020, Scully et al., 2021). Wesentliche Ursachen des erhöhten Gewichts und der Fettleibigkeit 

liegen dabei oftmals in einer überproportionalen Nahrungsaufnahme, einem zunehmenden 

Konsum „ungesunder“ Lebensmittel (fett- und zuckerreich) und einer mangelnden körperlichen 

Aktivität, vor allem in modernen Industriegesellschaften (Carrera-Bastos et al., 2011, Kopp, 2019, 

Rakhra et al., 2020). Die Auswirkung einer unausgeglichenen Ernährung der Menschen und die 

Korrelation mit diversen gesundheitlichen Einschränkungen sowie dem Auftreten metabolischer 

Krankheiten sind anhand zahlreicher epidemiologischer Daten bereits belegt worden (Johnson et 

al., 2007, Brumbaugh et al., 2013, Dearden und Ozanne, 2015, Boyle et al., 2016, Reichetzeder, 

2021). Dabei können diese nicht nur in den Betroffenen auftreten, sondern auch Effekte dieser 

Ernährungsweise in deren Nachkommen zeigen, die unter anderem mit einer verringerten 

Lebenserwartung verbunden sind (Johnson et al., 2007, Brumbaugh et al., 2013, Dearden und 

Ozanne, 2015, Boyle et al., 2016, Reichetzeder, 2021). Laut dieser Studien weisen Kinder adipöser 

Mütter oftmals bereits bei der Geburt ein erhöhtes Gewicht auf und entwickeln im späteren Alter, 

ebenso wie ihre Mütter, metabolische Störungen, die zu Adipositas, Diabetes mellitus oder sogar 

Krebs führen können (Kaati et al., 2002, Brumbaugh et al., 2013, Dearden und Ozanne, 2015, Boyle 

et al., 2016, Reichetzeder, 2021). Bei der Entstehung der Fettleibigkeit und damit verbundenen 

Krankheitsbilder kann neben der Fehlernährung jedoch auch die Unterernährung eine Rolle spielen 

(zusammengefasst in Lumey et al. 2011). Daten über mangelernährter Mütter während der 

Schwangerschaft, beispielsweise bedingt durch vorherrschende Nahrungsmittelknappheit in 

ärmlichen Ländern oder als Kriegsfolge, zeigen die Beeinträchtigung des fetalen Wachstums sowie 
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das daraus resultierende geringere Geburtsgewicht der Nachkommen, welche jedoch in ihrer 

späteren Entwicklung eine erhöhte Prädisposition für die Fettleibigkeit und damit assoziierten 

Erkrankungen aufweisen (Naeye et al., 1973, Barker et al., 1997, Ravelli et al., 1998, Roseboom et 

al., 2000, Hales und Barker, 2001, Roseboom et al., 2001, de Rooij et al., 2006, Painter et al., 2006, 

Roseboom et al., 2006, Painter et al., 2008, de Rooij et al., 2010). Bekannte Beispiele für die Folgen 

der Mangelernährung und den Zusammenhang zum Gesundheitsstatus der Population und deren 

Nachkommen stellen der holländische Hungerwinter (1944 – 1945) sowie die Hungersnöte in China 

(1959 – 1961) oder in Gambia (1949 – 1994) dar (Moore et al., 1997, Smil, 1999, Lumey et al., 2009, 

de Rooij et al., 2010, Schulz, 2010, van Abeelen et al., 2012, Lumey et al., 2021). In den Studien 

wurde ferner nachgewiesen, dass bestimmte Effekte geschlechtsspezifisch an die Nachkommen 

weitervererbt wurden, wobei interessanterweise die Unterernährung von Großvätern eine 

schützende Wirkung vor der Entstehung von Diabetes mellitus und kardiovaskulären Erkrankungen 

in männlichen Enkeln hervorrief (Kaati et al., 2002). Weitere Ursachen von Übergewicht und 

Adipositas können jedoch auch in der genetischen Disposition liegen, die Entstehung der 

metabolischen Störung kann jedoch auch durch Umweltkontaminanten, denen der Mensch 

tagtäglich exponiert ist, oder bestimmte Pharmaka (u. a. Antidepressiva) verursacht werden (Yang 

et al., 2007, Lubrano et al., 2013, Berthon et al., 2014, Qi et al., 2014, Musil et al., 2015, Justice et 

al., 2019, Singh et al., 2021). Beispielsweise rücken sogenannte endokrine Disruptoren, also 

Substanzen, die auf Hormonsysteme wirken und gesundheitliche Schäden auslösen können, immer 

mehr in den Fokus von Untersuchungen, da sie unter anderem unter Verdacht stehen, auf den 

Fettmetabolismus einzuwirken und an der Entstehung von Adipositas im Menschen beizutragen 

(Darbre, 2017, Petrakis et al., 2017, Gupta et al., 2020, Ren et al., 2020). Aufgrund der hohen 

Inzidenz in der weltweiten Bevölkerung besteht ein zunehmendes Interesse an der Erforschung der 

Ursachen der Fettleibigkeit und den damit verbundenen Gesundheitsproblemen, die im 

Zusammenhang mit der Ernährung und den zuvor genannten Faktoren stehen. Darüber hinaus ist 

das Verständnis der zugrundeliegenden Mechanismen der Heritabilität der Fettleibigkeit und der 

damit assoziierten Effekte von zentraler Bedeutung, um eine bessere Vorsorge und die 

Risikobewertung von involvierten Faktoren, insbesondere von Umweltkontaminanten, für den 

Menschen und die Umwelt zu ermöglichen und somit letztlich die Gesundheit und Lebensqualität 

zu verbessern. 

 

(Lumey et al., 2011)
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1.2 Caenorhabditis elegans 

1.2.1 Körperbau und Lebenszyklus von C. elegans 

Caenorhabditis elegans (C. elegans) sind in der Natur vorkommende, freilebende, nicht-parasitäre 

Vertreter des Stammes Nematoda (Rund- und Fadenwürmer) und der Familie der Rhabditen 

zuzuordnen (Brenner, 1974, Kenyon, 1988). Die Nematoden leben im fest-flüssigen Milieu des 

Bodens überwiegend gemäßigter Klimazonen und ernähren sich von destruierenden Bakterien 

(Blaxter, 1998, Félix und Braendle, 2010, Frézal und Félix, 2015).  

C. elegans weisen eine zylindrische Körperform auf, die zu den Enden hin spitz zuläuft und im 

adulten Entwicklungsstadium eine Länge von bis zu 1,2 mm und einen Durchmesser von bis zu 80 

µm erreichen kann (Brenner, 1974, Maguire et al., 2011, Palikaras und Tavernarakis, 2013). Der 

unsegmentierte Körper der Nematoden ist relativ simpel aufgebaut und setzt sich aus zwei 

tubulären Systemen zusammen, die räumlich durch einen Zwischenraum, dem Pseudocoel, 

getrennt sind (Riddle und Albert, 1997a, 1997b, Corsi et al., 2015). Der äußere Tubulus stellt die 

Körperwand dar, welche von der Kutikula und der Hypodermis ausgekleidet ist und den im Inneren 

befindlichen Tubulus umschließt, der aus dem Verdauungsorgan sowie dem Fortpflanzungssystem 

besteht (Altun und Hall, 2009b). Zudem weisen C. elegans auch muskuläre sowie neuronale 

Systeme auf (White, 1988). Das Verdauungsorgan, beginnend mit der anterior liegenden 

Mundhöhle, besteht aus dem muskulären Pharynx1 und dem daran anschließenden Darm, der 

posterior mit dem Rektum über den Anus nach Außen mündet (Altun und Hall, 2009b). C. elegans 

sind größtenteils Hermaphroditen, deren vollentwickelter Reproduktionsapparat aus zwei U-

förmigen Gonaden (Geschlechtsdrüsen) gebildet werden, die jeweils über eine Spermathek mit 

dem zentral liegenden Uterus verbunden sind und ventral eine Ausstülpung nach außen besitzt, die 

Vulva (siehe Abbildung 1) (Riddle und Albert, 1997a, 1997b, Corsi et al., 2015).  

 

 

Abbildung 1: Anatomie eines adulten C. elegans-Hermaphroditen. 
Vereinfachte Darstellung des Körperbaus eines C. elegans-Hermaphroditen mit Verdauungsorgan (Pharynx und Darm) 
und Reproduktionsapparat (Gonaden, Spermatheken, Uterus). Abbildung modifiziert nach Hansen und Pilgrim (1999) und 
Herndon et al. (2018). 

 
1 Schlund, Rachenraum 
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C. elegans können sich entweder zu Hermaphroditen oder Männchen entwickeln (Riddle und 

Albert, 1997a, Corsi et al., 2015). Hermaphroditen besitzen männliche, als auch weibliche 

Geschlechtsorgane und können aufgrund dieser Zwittrigkeit sowohl Spermien, als auch Eier 

produzieren und sich somit über Selbstbefruchtung fortpflanzen (Riddle und Albert, 1997a, Corsi et 

al., 2015). Männchen können ca. 0,05 – 0,2 % der Nematodenpopulation ausmachen und 

entstehen nur selten durch spontane Non-Disjunction, also die Fehlsegregation von homologen 

Chromosomen während der Meiose (Hodgkin et al., 1979, Chasnov und Chow, 2002, Corsi et al., 

2015). Sie grenzen sich morphologisch von Hermaphroditen ab und sind an kleineren, dünneren 

Körpern sowie dem ausschließlich in Männchen vorhandenem Kopulationsorgan zu erkennen, das 

sich charakteristisch am gefächert erscheinenden Schwanzende befindet (Zhao et al., 2002, Altun 

und Hall, 2009a). In Abbildung 2 sind repräsentative Durchlicht-Aufnahmen der C. elegans-

Geschlechter gezeigt. 

 

    

Abbildung 2: Durchlicht-Aufnahmen von C. elegans-Geschlechtern. 
Abgebildet sind ein Hermaphrodit (A) sowie ein Männchen mit vergrößertem Kopulationsorgan (B). Die Aufnahmen 
erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad). 

 
Ein weiterer Unterschied zwischen den Geschlechtern besteht in der Anzahl der somatischen 

Zellen, die bei adulten Hermaphroditen stetig 959 Zellen (Zelleutelie2) beträgt, bei männlichen 

Nematoden hingegen 1033 Zellen (Sulston et al., 1983, White, 1988, Sammut et al., 2015).  

Die Fortpflanzung der Nematoden beginnt in den Gonaden der Hermaphroditen mit dem 

Heranreifen der Keimzellen zu Oozyten, die mit dem Durchgang durch die Spermathek befruchtet 

werden (Altun und Hall, 2009a). Nach der Befruchtung der Eier durchlaufen diese mitotische 

Teilungen und wandern während der Entwicklung zum mehrzelligen Stadium (ca. 30-Zell-Stadium) 

entlang des Uterus, wo anschließend die Eiablage (Laiche) über die Vulva erfolgt (Altun und Hall, 

2009a). Der Prozess, beginnend von der Befruchtung bis hin zur Laiche, dauert ca. 150 min, an dem 

sich die Gastrulation und die weitere embryonale Entwicklung zur Larve außerhalb der Nematoden 

anschließen. Nach dem Schlüpfen der Eier durchlaufen die Nematoden vier Larvenstadien (L1 – L4) 

 
2 Zellkonstanz 



Einleitung 

 

 5 

und erreichen mit der sexuellen Reife das Jungadult- und schließlich das Adultstadium (Palikaras 

und Tavernarakis, 2013). In diesen Stadien beginnt die Produktion von Oozyten, womit der 

Entwicklungszyklus der nächsten Generation von neuem beginnt. Zur Übersicht ist der Lebenszyklus 

von C. elegans zusammenfassend in Abbildung 3 dargestellt. 

 

 

Abbildung 3: Lebenszyklus eines C. elegans-Hermaphroditen bei 20 °C. 
Nach der Reifung der Oozyten zum Embryo durchlaufen die Nematoden vier Larvenstadien (L1 – L4) und erreichen 
schließlich mit der sexuellen Reife das Adultstadium. Bei ungünstigen Umweltkonditionen können Nematoden in den L1-
Arrest oder das Dauer-Stadium übergehen, in denen sie wochen- bis monatelang ohne Nahrung überdauern können. 
(Längenangaben der einzelnen Larvenstadien beziehen sich auf Agarplatten-kultivierte Nematoden.) Die Abbildung ist 
modifiziert nach Herndon et al. (2018). 

 

Während des Lebenszyklus ist die Entwicklung der Nematoden durch äußere Umweltfaktoren 

und -kontaminanten stark beeinflussbar (Riddle et al., 1981, Albert und Riddle, 1988, Hu, 2007, 

Baugh, 2013). Beim Auftreten von ungünstigen Umweltbedingungen, wie erhöhter Temperatur, 

limitierter Nahrungsverfügbarkeit, hohe Populationsdichten oder Expositionen gegenüber 

unterschiedlichen Noxen3, können die Nematoden in eine sogenannte Diapause4 übergehen (Riddle 

et al., 1981, Albert und Riddle, 1988, Hu, 2007, Baugh, 2013). In dieser Phase kommt es zu einer 

Remodellierung des Stoffwechsels, bei der die Fettakkumulation initiiert und energiereiche 

Prozesse in den Nematoden herunterreguliert werden, um vorrangig das Überleben zu 

 
3 Substanzen, biologischen (z. B. Viren, Pilze, Bakterien), physikalischen (z. B. Strahlung) oder chemischen (z. 

B. Gifte, Toxine) Ursprungs, die schädigend auf den Organismus oder auf Körperorgane wirken 
4 Entwicklungsruhe 
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gewährleisten, bis wieder günstigere Lebensbedingungen vorherrschen (Riddle et al., 1981, Albert 

und Riddle, 1988, Hu, 2007, Baugh, 2013). Ist nach dem Schlüpfen der L1-Larven keine Futterquelle 

vorhanden, verharren die Nematoden im sogenannten L1-Arrest und entwickeln sich erst bei einer 

verfügbaren Nahrungsquelle weiter (Klass und Hirsh, 1976, Johnson und Wood, 1982, Baugh, 2013). 

Kommt es zwischen dem L1- und L2-Stadium zu den zuvor genannten nachteiligen 

Umweltbedingungen, gehen die Nematoden alternativ in das sogenannte Dauerlarven-Stadium 

über, in dem sie monatelang ohne Nahrung überdauern können (Cassada und Russell, 1975, Klass 

und Hirsh, 1976, Johnson und Wood, 1982, Vowels und Thomas, 1992, Hu, 2007, Frézal und Félix, 

2015). Dauerlarven besitzen charakteristisch eine deutlich dickere Kutikula und einen Pfropfen, der 

die Mundhöhle verschließt und sie vor Umwelteinflüssen, Austrocknung und passivem Verlust von 

Stoffwechselprodukten schützt, und generieren ihre überlebensnotwendige Energie aus ihren 

angelegten Fettreserven (Cassada und Russell, 1975, Riddle et al., 1981, Vowels und Thomas, 1992). 

Bei günstigeren Umweltkonditionen entwickeln sich Dauerlarven direkt zu L4-Larven und 

schließlich zu Adulten weiter (Cassada und Russell, 1975, Riddle et al., 1981, Vowels und Thomas, 

1992). Wildtypische C. elegans tolerieren eine Umgebungstemperatur zwischen 15 °C – 25 °C, 

wobei große Schwankungen in der Temperatur zur Beeinträchtigung der Entwicklung, des 

Wachstums und der Fertilität und hohe Temperaturen (ab 27 °C) in Sterilität oder sogar dem Tod 

der Nematoden führen können (Harvey und Viney, 2007, Aprison und Ruvinsky, 2014, Petrella, 

2014, Zevian und Yanowitz, 2014, Gouvêa et al., 2015, Nett et al., 2019). Unter optimalen Nahrungs- 

und Temperaturbedingungen, die für wildtypische C. elegans bei durchschnittlich 20 °C liegt, 

beträgt die Generationszeit der Nematoden ca. drei Tage (Brenner, 1974, Klass und Hirsh, 1976, 

Zhang et al., 2015, Gómez-Orte et al., 2018, Stegeman et al., 2019). Einige genetisch modifizierte 

C. elegans-Stämme hingegen können auch differente Temperaturoptima und Generationszeiten 

besitzen (Klass und Hirsh, 1976, Johnson und Wood, 1982, Kenyon et al., 1993, Riddle et al., 1997a). 

Unter optimalen Laborbedingungen weisen adulte Wildtypen eine Lebensspanne von 

durchschnittlich zwei bis drei Wochen auf, innerhalb der sie über die Selbstbefruchtung bis zu 300 

Nachkommen produzieren können (Hodgkin und Barnes, 1991, Hunter, 1999, Muschiol et al., 

2009). Kommt es in seltenen Fällen zur Paarung eines Hermaphroditen mit einem Männchen, 

können während der Lebensdauer der Nematoden hingegen bis zu 1000 Nachkommen entstehen 

(Byerly et al., 1976, Corsi et al., 2015). (Hansen und Pilgrim, 1999, Herndon et al., 2018) 
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1.2.2 C. elegans als Modellorganismus  

C. elegans wurden 1974 erstmals von Sydney Brenner isoliert und als Modellorganismus in die 

experimentelle Forschung eingeführt und etabliert (Brenner, 1974, Stiernagle, 2006). Im Labor 

werden C. elegans unter konstanten Temperaturbedingungen (20 °C) auf sogenannten Nematode 

growth medium (NGM)-Agarplatten kultiviert, die mit dem häufig als Nahrungsquelle dienendem, 

nicht-pathogenem und Uracil-auxotrophem Escherichia coli (E. coli)-Stamm OP50 besiedelt sind 

(Brenner, 1974, Sulston und Brenner, 1974, Stiernagle, 2006). Neben der Haltung der Nematoden 

auf Agarplatten, kann die Kultivierung auch in Flüssigmedien erfolgen, was oftmals zur Generierung 

einer hohen Nematodenzahl und in toxikologischen Untersuchungen Anwendung findet 

(Stiernagle, 2006, Celen et al., 2018, Heshof et al., 2019). Aufgrund der geringen Körpergröße, der 

einfachen und kostengünstigen Kultivierung, der hohen Nachkommenzahl sowie der kurzen 

Generationszeit, sind Untersuchungen mit den Nematoden mit hohem Durchsatz und vielen 

biologischen und experimentellen Replikaten möglich. Einen weiteren Vorteil bietet der 

transparente Körper der Nematoden, der mikroskopische Untersuchungen im lebenden 

Organismus auf Einzelzellebene und die vereinfachte Analyse von angefärbten oder mit 

Fluoreszenzproteinen markierten Strukturen oder von Genexpressionsmustern mithilfe von 

-Galactosidase-Reportergenen ermöglicht (Fire et al., 1990, Altun und Hall, 2009b, Wang et al., 

2021). Ferner können durch C. elegans einige komplexe, regulatorische Prozesse im ganzen 

Organismus untersucht werden, die in vitro-Assays hingegen kaum oder nicht abbildbar sind (Knight 

und Shokat, 2007). Im Gegensatz zu C. elegans erfordern experimentelle Untersuchungen mit 

anderen gängigen in vivo-Modellsystemen, wie Nagern, eine hohe Anzahl an Individuen, die aber 

auch aus ethischen Gründen schwer vertretbar sind (Ferdowsian und Beck, 2011, Doke und 

Dhawale, 2015). Diese Arbeiten unterliegen zudem strengen Richtlinien nach dem Tierschutzgesetz 

und sind deutlich zeit- und kostenintensiver in der Durchführung als Arbeiten mit C. elegans 

(Burden et al., 2015). Ein weiterer Vorteil des Modellorganismus besteht in der hohen Stabilität des 

Nematodengenoms, da C. elegans-Hermaphroditen durch die Selbstbefruchtung genetisch 

identische Nachkommen mit einer fixen, definierten Anzahl somatischer Zellen im Adultalter 

produzieren (Altun und Hall, 2009a). Somit tritt nur eine geringe genetische Variabilität innerhalb 

und zwischen den Populationen auf, welche die Reproduzierbarkeit von Ergebnissen begünstigt. 

Neben den genannten Vorteilen weist der Modellorganismus jedoch auch seine Limitationen auf. 

So fehlen C. elegans, im Vergleich zu Säugern, einige anatomische und physiologische Merkmale, 

wie ein Blutgefäßsystem, eine Blut-Hirn-Schranke, ein adaptives Immunsystem, ein kardiales 

System oder komplexe Gewebestrukturen bzw. spezialisierte Organe, wie Lungen, Nieren oder 

Leber, weswegen Organ-spezifische molekulare Prozesse und Transportmechanismen in den 

Nematoden nicht stattfinden (Weinhouse et al., 2018). 
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Insbesondere durch Unterschiede in der Ausstattung, Regulation und katalytischen Eigenschaften 

von Enzymen, wie die zur Metabolisierung bzw. Detoxifizierung von Xenobiotika5 dienenden 

Cytochrom P450-Enzyme, können diverse Substanzen unterschiedliche oder auch keine Effekte in 

den Nematoden auslösen, die in anderen Organismen, wie dem Menschen, hingegen toxisch 

wirken können (Leung et al., 2010, Weinhouse et al., 2018). Ferner wird angenommen, dass in 

C. elegans aufgrund fehlender Enzyme keine DNA-Methylierungen stattfinden, die in 

epigenetischen Modifikationen einen wichtigen Mechanismus darstellen (Klass et al., 1983, 

Simpson et al., 1986, Iyer et al., 2011, Wenzel et al., 2011, Corsi et al., 2015).  

Die vollständige Sequenzierung des Genoms von C. elegans im Jahre 1998, als ersten 

multizellulären Organismus, erlaubte die Identifikation zahlreicher Homologien von Genen und 

grundlegenden Signalwegen, die auch in Säugern, einschließlich dem Menschen, von besonderer 

Bedeutung sind (Consortium, 1998, Roach et al., 2020). Trotz der genannten Unterschiede können 

grundlegende molekulare Prozesse vereinfacht in C. elegans abgebildet werden, weswegen die 

Nematoden heute zu einem der am häufigsten verwendeten Modellorganismen zählen, um nahezu 

jeden Aspekt der Biologie zu untersuchen (Wenzel et al., 2011, Corsi et al., 2015). Die 

Forschungsgebiete umfassen dabei die Entwicklungs-, Zell-, Neuro- und Molekularbiologie, die 

Genetik, die Altersforschung und die Toxikologie (Riddle und Albert, 1997a, Riddle et al., 1997b, 

Dengg und van Meel, 2004, Nass und Hamza, 2007, Leung et al., 2008, Xiong et al., 2017, Meneely 

et al., 2019). Durch das vollständige genomische Wissen über C. elegans kann eine breite Palette 

von Genen und Signalwegen individuell untersucht werden, insbesondere durch die gezielte 

Veränderung der Genoms, bspw. durch die Ausschaltung einzelner Gene durch RNA-Interferenz 

(RNAi) oder die Clustered regularly interspaced short palindromic repeats (CRISPR)-Cas9-Methodik 

(Fire et al., 1998, Dickinson und Goldstein, 2016). Zudem stehen durch gentechnische 

Manipulationen eine Vielzahl von transgenen und mutierten C. elegans-Stämmen zur Verfügung, 

um unterschiedlichste Endpunkte in den Nematoden zu untersuchen (Chen et al., 2016b). Zu einem 

der häufig untersuchten Stoffwechselwege in C. elegans zählt der Fettmetabolismus (Ashrafi et al., 

2003, McKay et al., 2003, Ashrafi, 2007, Lemieux et al., 2011, Martorell et al., 2012, Zheng und 

Greenway, 2012, Zhang et al., 2013, Zheng et al., 2016, Shen et al., 2018, Yue et al., 2021). Über 

genomweite RNAi-Untersuchungen konnten bislang insgesamt 471 Fettmetabolismus-assoziierte 

Gene in den Nematoden identifiziert werden, die für diverse Transkriptionsfaktoren, Enzyme, 

Transporter oder Signalmoleküle kodieren (Ashrafi et al., 2003). Davon weisen 237 Gene 

Homologien zu Menschen, Mäusen, Ratten und Drosophila melanogaster auf, welche die 

hochkonservierte Natur der grundlegenden molekularen Mechanismen und Regulatoren des 

Fettmetabolismus zwischen den Spezies bestätigt (Ashrafi et al., 2003, Wang et al., 2008, Zhang et 

 
5 Fremdstoffe, meist chemische, körperfremde Substanzen 
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al., 2013). Zwischen C. elegans und den Menschen unterscheidet sich der Fettmetabolismus jedoch 

in einigen Aspekten, wie beispielsweise die Speicherung von Fetten im Darm oder die Fähigkeit der 

de novo-Fettsäuresynthese der Nematoden (Watts und Browse, 2002, Ashrafi, 2007, Mullaney und 

Ashrafi, 2009). Darüber hinaus sind C. elegans, im Gegensatz zu Säugern, Cholesterol-auxotroph, 

d. h. sie sind nicht in der Lage Cholesterol selbst zu synthetisieren und müssen daher das für das 

Überleben notwendige Cholesterol aus der Nahrung beziehen (Hieb und Rothstein, 1968, 

Kurzchalia und Ward, 2003, Entchev und Kurzchalia, 2005, Lee et al., 2009a, Martin et al., 2010). Im 

Folgenden soll der Fettmetabolismus vom Fadenwurm näher betrachtet werden (siehe 1.2.3). 

 

1.2.3 Fettmetabolismus in C. elegans  

1.2.3.1 Fettsynthese und -speicherung  

Lipide und Kohlenhydrate stellen die Hauptenergiequellen aller Lebewesen dar (Jéquier, 1994). 

Energie ist essentiell für das Wachstum, die Entwicklung, die Reproduktion und die Lebenserhaltung 

von Organismen und wird aus der nährstoffreichen Nahrung gewonnen, weswegen die Ernährung 

eine wichtige Determinante in der Regulation des Energiehaushaltes darstellt (Lu und Goetsch, 

1993, Hardie, 2012). Bei einer übermäßigen Nahrungszufuhr werden Nährstoffe in Menschen sowie 

in C. elegans in Form von Glykogen und Fetten gespeichert (Owen et al., 1979, Ashrafi, 2007, 

Hellerer et al., 2007, Mullaney und Ashrafi, 2009, Watts, 2009, Mak, 2012, Pang et al., 2014a, 

Srinivasan, 2015, Cohen, 2018, Zečić et al., 2019). In Menschen werden Fette in spezialisierten 

Zellen, den Adipozyten, gespeichert und können in braune, weiße und beige Fette mit 

unterschiedlichen Funktionen unterteilt werden (Pfeifer und Hoffmann, 2015, Cohen und 

Spiegelman, 2016, Herz und Kiefer, 2019, Shinde et al., 2021). C. elegans hingegen besitzen keine 

Adipozyten und speichern ihre Fette stattdessen hauptsächlich im Darm und in geringen Anteilen 

in der Hypodermis (Ashrafi, 2007, Hellerer et al., 2007, Mullaney und Ashrafi, 2009, Watts, 2009, 

Mak, 2012, Srinivasan, 2015, Cohen, 2018). Ein weiterer wesentlicher Unterschied liegt außerdem 

in der enzymatischen Ausstattung der Nematoden, die die de novo-Synthese von Fettsäuren 

(mehrfach ungesättigte und verzweigte Fettsäuren) erlaubt, während Menschen aufgrund des 

Defizits von Δ12- und ω3-Desaturasen von sogenannten „essentiellen Fettsäuren“, wie Linolsäure 

(C18:2n6) und -Linolensäure (18:3n3), aus der Nahrung abhängig sind (Bézard et al., 1994, Wallis 

et al., 2002, Watts und Browse, 2002, Simopoulos, 2010, Franco-Juárez et al., 2021).  

In C. elegans werden die Futterbakterien durch peristaltische Pumpbewegungen des Pharynx durch 

die Mundöffnung in den Pharynx geleitet, wo sie zunächst zerkleinert werden und anschließend in 

den Darm gelangen (Doncaster, 1962, Seymour et al., 1983, Avery und Horvitz, 1989, Avery, 1993). 

Der Darm nimmt rund 80 % des Körpervolumens ein und stellt das zentrale Organ für die Resorption 

der Nahrung, die Nährstoffaufnahme in die Stoffwechselwege, die Fettspeicherung sowie 
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den -abbau dar, während diese Prozesse in Menschen hingegen in der Leber und den Adipozyten 

stattfinden (Ashrafi, 2007, Hellerer et al., 2007, Mullaney und Ashrafi, 2009, Watts, 2009, Mak, 

2012, Srinivasan, 2015, Cohen, 2018). Der Darm der Nematoden besteht aus 20 bilateral, in 

Zellpaaren symmetrisch angeordnete Epithelzellen, welche im Zentrum einen Hohlraum, das 

Darmlumen, bilden (Srinivasan, 2015). Ähnlich wie bei Menschen weisen die Darmzellen der 

Nematoden eine basolaterale und apikale Domäne mit epithelialen Ausstülpungen (Mikrovilli) auf 

(Lehane, 1997, McGhee et al., 2007, Irazoqui et al., 2010). Im Darmlumen werden die in 

Kohlenhydrate, Proteine und Lipide zerkleinerten Bestandteile der Futterbakterien durch Lysozyme 

und diverse Lipasen in kurzkettige Saccharide, Peptide und freie Fettsäuren gespalten und 

anschließend über die Diffusion oder spezialisierte Transportersysteme aufgenommen 

(Tcherepanova et al., 2000, Mallo et al., 2002, McGhee, 2007, McGhee et al., 2007). Diese 

Transporterproteine umfassen die Peptid-Transporter PEPT-1, PEPT-2 und PEPT-3, diverse 

Fettsäuretransportproteine (FATPs), wie die Translokase CD36 (cluster of differentiation), und den 

Glucose-Transporter FGT-1 (facilitated glucose transporter), der ein Homolog zu den Glucose-

Transportern (GLUT) in Menschen und Nagern darstellt (Fei et al., 1998, Nehrke, 2003, Meissner et 

al., 2004, Daniel et al., 2006, Ashrafi, 2007, Mullaney und Ashrafi, 2009, Spanier et al., 2009, 

Canfield und Bradshaw, 2019). Aufgenommene Peptide (Di- und Tripeptide) werden weiterhin zu 

Aminosäuren abgebaut und dienen anschließend zur Protein- oder Adenosintriphosphat (ATP)-

Synthese oder fungieren als Signalmoleküle (Fei et al., 1998, Nehrke, 2003, Meissner et al., 2004, 

Daniel et al., 2006, Spanier et al., 2009, Canfield und Bradshaw, 2019). 

Eine der wichtigsten Nährstoffe stellen Einfachzucker, wie Glucose, dar, welche zur Biosynthese von 

Trehalose und Glykogen dienen oder im Rahmen der Glykolyse über mehrstufige Schritte zu Acetyl-

CoA verstoffwechselt werden können (Ashrafi, 2007). Acetyl-CoA wird im Citrat-Zyklus zur 

Energiegewinnung, in Form von ATP, genutzt oder dient als Substrat für die weitere Fettsynthese 

zur Fettspeicherung (Abbildung 4). Während der Fettsynthese wird Acetyl-CoA hauptsächlich über 

die Acetyl-CoA-Carboxylase (ACC/pod-2) und die Fettsäure-Synthase (FAS/fasn-1) zu Malonyl-CoA 

und anschließend zur Fettsäure Palmitinsäure (C16:0) umgewandelt (Watts, 2009, Lee et al., 2010, 

Li et al., 2011). Die somit endogen produzierte, als auch aus der Nahrung aufgenommene 

Palmitinsäure, kann wiederum zur Bildung weiterer Fettsäuren dienen, die anschließend für die 

Produktion von Phospholipiden verwendet werden oder, mit Glycerol verestert, Mono-, Di- und 

Triglyceride bilden (Watts und Browse, 2002, Salway, 2004). Triglyceride nehmen ca. 40 – 55% der 

Gesamtlipide im adulten Nematodenkörper ein, während die übrigen Anteile sich auf zirkuläre 

Lipide und Phospholipide, wie Ethanolamine, Choline, Sphingomyeline, Cardiolipine, Inositole und 

Lysocholine, verteilen (Satouchi et al., 1993, Tanaka et al., 1996, Ashrafi, 2007, O'Rourke et al., 

2009, Witting und Schmitt-Kopplin, 2016). Mono- und Diglyceride hingegen kommen in den 

Nematoden nur in sehr geringen Anteilen vor (Srinivasan, 2015). 
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Abbildung 4: Schematische Darstellung wesentlicher Stoffwechselwege der Fettsynthese in C. elegans. 
Aus der Nahrung stammende Kohlenhydrate, wie Glucose, werden über mehrstufige Prozesse zu Pyruvat und schließlich 
zu Acetyl-CoA abgebaut oder alternativ zu Glykogen umgewandelt und gespeichert. Acetyl-CoA, das nicht zur Generierung 
von Adenosintriphosphat (ATP) genutzt wird, dient als Substrat für die Synthese von Fettsäuren, die über die Acetyl-CoA-
Carboxylase (ACC) und Fettsäure-Synthase reguliert wird (FAS), und schließlich der Bildung von Triglyceriden und 
Phospholipiden dient. Abbildung modifiziert nach Watts (2009).  

 

Triglyceride, auch Triacylglyceride (TAGs) genannt, bestehen jeweils aus einem Glycerolgerüst und 

drei Fettsäureketten, die in Lipidtröpfchen, sogenannten lipid droplets, überwiegend im Darm und 

in der Hypodermis vorzufinden sind (Kimble und Sharrock, 1983, Hellerer et al., 2007, Mullaney und 

Ashrafi, 2009, Watts, 2009, Mak, 2012, Liu et al., 2014, Srinivasan, 2015). Zusätzlich können TAGs 

ebenso in geringen Anteilen in den Muskeln, Gonaden und ferner in Dotterproteinen der Eier 

enthalten sein, welche den Lipoproteinen in Nagern ähneln (Kimble und Sharrock, 1983, Hall et al., 

1999, Hellerer et al., 2007, Mullaney und Ashrafi, 2009, Watts, 2009, Mak, 2012, Liu et al., 2014). 

Dotterproteine, die in den Darmzellen der Nematoden gebildet werden, vermitteln den Transport 

von Lipiden in die Oozyten, um die Versorgung der Embryonen während der Entwicklung zu 

gewährleisten (Kimble und Sharrock, 1983, Grant und Hirsh, 1999, Hall et al., 1999, Kubagawa et 

al., 2006). Mit gängigen Nachweisverfahren, wie der Kohärenten Anti-Stokes-Raman-Spektroskopie 

(CARS), der Stimulierten Raman-Streuung (SRS)-Mikroskopie oder Färbungen mit lipophilen 

Farbstoffen, zeigte sich, dass die Nematoden während der Entwicklung über die einzelnen 

Larvenstadien weiterhin Fette akkumulieren, was phasenweise durch rapide Zunahmen zwischen 

einzelnen Stadien (während der L1/L2- oder L3/L4-Transition) stattfindet (Yen et al., 2010, Pino et 

al., 2013, Fouad et al., 2017, Gao et al., 2017). Insbesondere nach dem Eintritt in die reproduktive 

Phase im Adultalter steigt der Fettgehalt in den Nematoden drastisch an und erreicht ca. am Tag 6 

der Adoleszenz einen Sättigungsbereich (Wählby et al., 2014, Gao et al., 2017, Shen et al., 2018). 

Nach Tag 7 der Adoleszenz hingegen setzt, mit zunehmendem Alter der Nematoden, eine graduelle 

Fettabnahme ein (Gao et al., 2017, Shen et al., 2018).  
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1.2.3.2 Fettabbau  

In Zeiten erhöhten Energiebedarfs, wie beispielweise beim Wachstum, bei der Reproduktion, bei 

einem vorherrschenden Nahrungsmangel oder während des Dauerlarvenstadiums, kann die von 

C. elegans benötigte Energie, in Form von ATP, durch die Mobilisierung von Fetten aus den 

Fettreserven erfolgen (Mullaney und Ashrafi, 2009, Srinivasan, 2015). Für diesen Prozess werden 

diverse Lipasen aktiviert, die TAGs aus den lipid droplets hydrolysieren und so die gebundenen 

Fettsäuren freisetzen (Mullaney und Ashrafi, 2009, Srinivasan, 2015). In C. elegans wurden über 

100 Gene identifiziert, die für Lipasen kodieren, von denen einige sowohl Homologien zu der 

humanen Magen-, als auch Pankreaslipase aufweisen und unter unterschiedlicher Regulation 

stehen (O'Rourke und Ruvkun, 2013, Srinivasan, 2015, Buis et al., 2019). Die Hauptlipase in 

C. elegans stellt dabei ATGL-1 dar, ein Homolog zur Adipozyten-Triglyceridlipase in Menschen und 

Nagern, die durch den Nahrungsstatus, den Serotonin- und den Insulin-Signalweg aktiviert wird 

(Narbonne und Roy, 2009, Noble et al., 2013, Lee et al., 2014). Bei erhöhter körperlicher Bewegung, 

wie dem stetigen Schwimmen in Flüssigkultur, werden in den Nematoden nachweislich zwei 

weitere Lipasen induziert, die Phospholipasen C07E3.9 und C03H5.4 (Laranjeiro et al., 2017). Bei 

Nahrungsrestriktion werden ferner die Lipase-ähnlichen Enzyme LIPL (lipase-like)-1, LIPL-3 und 

LIPL-4, und bei einer auftretenden Hungerphase (starvation) die Lipasen FIL (fasting induced lipase)-

1-, FIL-2 und die hormonsensitive Lipase HOSL-1 aktiviert (Wang et al., 2008, Jo et al., 2009, 

O'Rourke und Ruvkun, 2013, Srinivasan, 2015). Dabei werden die zahlreichen Lipasen nicht nur in 

unterschiedlichen Zelltypen exprimiert (Intestinalzellen, Muskelzellen, Coelomozyten), sondern 

können auch an unterschiedlichen Zellstrukturen, wie lipid droplets, Membranen, ER, Lysosomen 

oder Lysosomen-ähnlichen Organellen (LRO), lokalisiert sein (Wang et al., 2008, Jo et al., 2009, 

O'Rourke und Ruvkun, 2013, Srinivasan, 2015).  

Die aus der Nahrung aufgenommenen sowie die aus den TAGs der lipid droplets mobilisierten 

Fettsäuren werden mit Acetyl-CoA zu Acyl-CoA ligiert und über Carnitin-Palmitoyltransferase 1 

(CPT-1)-Transporter in Mitochondrien oder über ATP-Bindekasette (ABC)-Transporter in 

Peroxisomen aufgenommen, wo der anschließende Fettabbau über die -Oxidation erfolgt (Reddy 

und Hashimoto, 2001, Salway, 2004, Ashrafi, 2007, Watts und Ristow, 2017). Im Rahmen der -

Oxidation werden von den Fettsäuren sequentiell Kohlenstoffpaare abgespalten, um Acetyl-CoA zu 

generieren (Van Veldhoven, 2010). In Peroxisomen dient der Abbau der Lipide bspw. zur Bildung 

von Ascarosidpheromonen, die regulatorische Rollen im Übergang ins Dauerlarvenstadium, in der 

Lebensspanne und Verhaltensweise der Nematoden einnehmen (Morita und Imanaka, 2012, Park 

und Paik, 2017). In Mitochondrien hingegen dient Acetyl-CoA im Citrat-Zyklus schließlich zur 

Generierung von ATP, Kohlenstoffdioxid (CO2) und Nicotinamid-Adenin-Dinukleotid-Hydrid (NADH) 

(Abbildung 5) (Watts und Ristow, 2017, Shen et al., 2018).  
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Abbildung 5: Schematische Darstellung des Fettabbaus in C. elegans. 
Triglyceride (TAGs) werden aus lipid droplets hydrolysiert und die Fettsäuren mittels diverser Lipasen freigesetzt. Diese 
werden in Form von Acyl-CoA über ATP-Bindekasette (ABC)-Transporter in Peroxisomen oder über Carnitin-
Palmitoyltransferase 1 (CPT-1)-Transporter in Mitochondrien transportiert, wo die Generierung von Acetyl-CoA über die 

-Oxidation erfolgt. Das in Mitochondrien generierte Acetyl-CoA tritt in den Citrat-Zyklus ein, zur Bildung von Energie in 
Form von Adenosintriphosphat (ATP). Die vereinfachte Darstellung des Fettabbaus in C. elegans ist modifiziert nach Yuan 
et al. (2012). (Yuan et al., 2012) 

 

1.2.3.3 Regulation des Fettmetabolismus  

Die Regulation der Lipidsynthese und -oxidation, die wie erwähnt primär vom Versorgungszustand 

der Nematoden abhängig ist, erfolgt, ähnlich wie in Menschen, sowohl über neuroendokrine 

Signale, als auch hauptsächlich über den Insulin/IGF-1 (insulin growth factor 1)-, den TGF-β 

(transforming growth factor )-, den Serotonin- und den mTOR/AMPK (molecular target of 

rapamycin/AMP-activated protein kinase)-Signalweg (Kimura et al., 1997, Sze et al., 2000, Ashrafi 

et al., 2003, Greer et al., 2008, Soukas et al., 2009). Dabei unterliegen diese Prozesse einer 

komplexen und strengen Regulation diverser Faktoren, die in Abbildung 6 zusammenfassend 

dargestellt sind.
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Hauptsignalwege des Fettmetabolismus in C. elegans

 

Abbildung 6: Schematische Darstellung der Hauptsignalwege der Fettsynthese in C. elegans. 
Die Synthese des Fettes in C. elegans wird hauptsächlich über den Serotonin-, den Insulin/insulin growth factor 1 (IGF-1)- 
und den molecular target of rapamycin/AMP-activated protein kinase (mTOR/AMPK)-Signalweg reguliert. Beteiligte 
regulierende Faktoren sind zusätzlich dargestellt. Bei Unterschieden in der Nomenklatur zwischen C. elegans und Säugern 
sind die Namen der Säuger-Homologe angegeben. 5-HT: Serotonin, AGE-1: ageing alteration-1, AKT-1: AKT kinase 1, 
Proteinkinase B, DAF: abnormal dauer formation, FAT: fatty acid desaturase, FOXO: forkhead box, subgroup O, 
GPCR: G-Protein-gekoppelter Rezeptor, INS: Insulin, LET-363: lethal-363, MDT-15: mediator protein 15, MOD: modulation 
of locomotion defective, NHR: nuclear hormone receptor, PDK-1: phosphoinositol-dependent kinase 1, 
PI3K: Phosphoinositid-3-Kinasen, RAPTOR: regulatory associated protein of mTOR, RICT-1/RICTOR: rapamycin-insensitive 
companion of TOR, SBP-1: sterol regulatory element binding protein, SER-6: serotonin receptor 6, SGK-1: serum and 
glucocorticoid-inducible kinase 1, SMAD: suppressor of mothers against decapentaplegic. Die vereinfachte Darstellung ist 
modifiziert nach Watts (2009) und Kim et al. (2016). 
 

Neuroendokrine Signale werden beispielsweise über Serotonin (5-Hydroxytryptamin, 5-HT) 

vermittelt, das ernährungsbedingte Verhaltensweisen in C. elegans reguliert, und dessen Bindung 

an den Rezeptor MOD-1 den Fettabbau über die β-Oxidation initiiert (Sze et al., 2000, Srinivasan et 

al., 2008). Der Insulin-Signalweg, der bekanntlich die Entwicklung und Lebensdauer von C. elegans 

moduliert, nimmt mit dem Insulinrezeptor DAF-2, ebenfalls eine wichtige Rolle im 

Fettmetabolismus ein (Kenyon et al., 1993, Kenyon, 2010). Die Hemmung des Insulin-Signalweges 

über die beeinträchtigte Funktionalität von DAF-2, wodurch wiederum der Transkriptionsfaktor 

DAF-16/FOXO inaktiviert bleibt, führt zur Fettakkumulation in den Nematoden (Ogg et al., 1997). 

Dabei sind die zugrundeliegenden molekularen Mechanismen für die Fetterhöhung über die DAF-2-

Hemmung jedoch noch nicht vollständig bekannt. Des Weiteren kann die Inaktivierung des 

Kinasekomplexes mTOR/RAPTOR über die Beeinflussung des Insulin-Signalweges ebenfalls zu einer 

Fetterhöhung, aber auch einem Entwicklungsarrest der Nematoden führen (Vellai et al., 2003, Jia 

et al., 2004). Für die Induktion des TGF-β-Signalweges, der unter anderem die Entwicklung, 

Zellfunktion und den Übergang der Nematoden ins Dauerlarven-Stadium bestimmt, ist unter 
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anderem der Ligand DAF-7 involviert, dessen Inaktivierung im gleichnamigen Gen ebenfalls in einer 

erheblichen Fettzunahme resultiert (Zhu und Burgess, 2001, Gumienny und Savage-Dunn, 2013). 

Eine besondere Stellung im Fettstoffwechsel von C. elegans nehmen die Stearoyl-CoA-Desaturasen, 

auch 9-Desaturasen genannt, ein (Ashrafi et al., 2003, Brock et al., 2006, Watts, 2009, Srinivasan, 

2015, Watts und Ristow, 2017). Die funktionelle Rolle der 9-Desaturasen in der Fettsynthese von 

C. elegans konnte durch Mutationen in den entsprechend kodierenden Genen fat-5, fat-6 und fat-7 

herausgestellt werden (Watts et al., 2003). Gezielte Mutationen in den einzelnen Genen haben 

keine auffälligen phänotypischen Veränderungen in den Nematoden zur Folge, die auf eine 

Kompensierung der Funktionalität der deletierten Desaturase durch andere Desaturasen schließen 

ließ (Brock et al., 2006, 2007). Doppelmutanten hingegen weisen Wachstumsverzögerungen, 

Veränderungen in der Fettsäurekomposition, reduzierte Fettgehalte sowie eine verminderte 

Fertilität auf, während Mutationen im allen drei 9-Desaturase-Genen larval letal sind (Van Gilst et 

al., 2005b, Brock et al., 2006, Liang et al., 2010). Diese Schlüsselregulatoren der Fettsynthese und 

des -abbaus stehen unter transkriptioneller Kontrolle der Proteine NHR-49 und NHR-80 aus der 

nukleären Hormonrezeptorfamilie, dem Sterol-regulierenden Bindeprotein SBP-1 und dem 

Mediator-Protein MDT-15 (Van Gilst et al., 2005a, Van Gilst et al., 2005b, Brock et al., 2006, Yang 

et al., 2006). Dabei sind NHR-49 und SBP-1 besonders hervorzuheben, da diese entsprechende 

Homologe zum humanen Peroxisom-Proliferator-aktivierten Rezeptor-α (PPARα) und dem Sterol-

regulierenden Bindeprotein SREBP darstellen und zusätzlich weitere Zielgene kontrollieren, die in 

der β-Oxidation, Lipidbindung und Fettsäure-Desaturation involviert sind und schließlich die 

Lipidzusammensetzung der Nematoden determinieren (Ashrafi et al., 2003, McKay et al., 2003, Van 

Gilst et al., 2005a, Van Gilst et al., 2005b, Yang et al., 2006, Atherton et al., 2008, Pathare et al., 

2012).  

(Kim et al., 2016) 

1.2.3.4 Fettsäuren und ihre funktionellen Rollen  

C. elegans besitzen ein großes Repertoire an Fettsäuren (FS), die abhängig von ihrem strukturellen 

Aufbau in Subklassen klassifiziert werden können, und, mit Ausnahme der Cyclopropan-Fettsäuren 

(Cyclo-FS), ebenso in Menschen und Nagern vorzufinden sind (Satouchi et al., 1993, Watts und 

Browse, 2002, Kniazeva et al., 2004, Calder, 2015). FS bestehen aus aliphatischen 

Kohlenstoffketten, die in C. elegans eine Länge von 12 – 22 Kohlenstoffatomen annehmen und in 

gesättigter (ohne Doppelbindung) oder ungesättigter (mit Doppelbindung) Form vorkommen 

können (Tanaka et al., 1996, Watts und Browse, 2002, Watts, 2009, Henry et al., 2016). Die FS 

unterscheiden sich dabei in der Anzahl und Position ihrer Doppelbindungen im Kohlenstoffgerüst, 

die unter anderem die mehrfach ungesättigten Fettsäuren (polyunsaturated fatty acids, PUFAs) 

zusätzlich in 6- und 3-PUFAs unterteilt (Tanaka et al., 1996, Watts und Browse, 2002, Watts, 
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2009, Henry et al., 2016). Die Klassifizierung der Fettsäuregruppen mit Beispielen und funktioneller 

Rolle in C. elegans sind nachfolgend in der Tabelle 1 aufgelistet. 

 
Tabelle 1: Fettsäureklassen in C. elegans. Beispiele und funktionelle Rollen von Fettsäuren in C. elegans 

Fettsäure-
Subklasse 

Beispiel Funktion Referenz 

gesättigte 
Fettsäuren  

Palmitinsäure (C16:0)  
 

 
Stearinsäure (C18:0) 

Thermoregulation 
(Brock et al., 2007, 
Murray et al., 2007) 

einfach 
ungesättigte 
Fettsäuren Ölsäure (C18:1n9) 

Regulation der 
Lebensspanne, 
Immunabwehr 

(Han et al., 2017, 
Anderson et al., 
2019) 

mehrfach 
ungesättigte 
Fettsäuren 

-PUFA: Linolsäure (C18:2n6) 
 

3-PUFA: Linolensäure (C18:3n3) 
 

-PUFA: Eicosadiensäure (C20:2n6) 

Entwicklung, 
Wachstum, 

Reproduktion, 
Neurotransmission, 

Entzündungshemmung 

(Watts und Browse, 
2002, Lesa et al., 
2003, Watts, 2016) 

Cyclo-
Fettsäuren     

C19 cyclo 
unbekannt 

(Kaul et al., 2014, 
Watts und Ristow, 
2017) 

Verzweigte 
Fettsäuren 

 
C17 iso 

Wachstum, Glucose-
Stressresistenz, 

Regulator im Insulin-
Signalweg 

(Watts und Browse, 
2002, Kniazeva et 
al., 2008) 

 

C. elegans beziehen viele dieser FS und FS-Vorstufen direkt aus der Nahrung oder können auch eine 

Reihe von FS de novo synthetisieren (Wallis et al., 2002, Watts und Browse, 2002, Brock et al., 2006). 

Für die Biosynthese mehrkettiger FS stehen den Nematoden mehrere FS-Desaturasen, diverse FS-

Elongasen (ELO) sowie die 3-Ketoacyl-CoA-Reduktase (LET-767) zur Verfügung (Watts und Browse, 

2002, Kniazeva et al., 2003, Brock et al., 2006, Entchev et al., 2008, Watts und Ristow, 2017). Die 

de novo-Synthese der Fettsäuren beginnt mit dem aus den Nahrungsbestandteilen generierten 

Acetyl-CoA als Substrat, das in den ersten Schritten über die Enzyme ACC und FAS zur Palmitinsäure 

(C16:0) umgewandelt wird, welches die wichtigste Vorstufe von einfach ungesättigten Fettsäuren 

(monounsaturated fatty acids, MUFAs) und mehrfach ungesättigten Fettsäuren (polyunsaturated 

fatty acids, PUFAs) darstellt (Perez und Van Gilst, 2008, Watts und Ristow, 2017). Über die 

9-Desaturasen FAT-5, FAT-6, FAT-7 und die Aktivität von Elongasen werden sequentiell weitere 

Kohlenstoffpaare und Doppelbindungen in die Palmitinsäure integriert, die zur Bildung von 

Palmitoleinsäure (C16:1), Ölsäure (C18:1n9) und Vaccensäure (C18:1n7) führen (Watts und Browse, 

2002). Diese MUFAs können weiterhin zu PUFAs modifiziert werden, wobei die 3-Desaturase 
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FAT-1 der Nematoden die Interkonvertierung von 6- zu 3-PUFAs erlaubt, wozu Säuger im 

Vergleich nicht in der Lage sind (Wallis et al., 2002, Watts und Browse, 2002). Es entstehen dabei 

PUFAs wie Linolsäure (C18:2n6), Dihomo--Linolensäure (C18:3n6), Arachidonsäure (C20:4n6) und 

Eicosapentaensäure (C20:5n3) (Watts und Browse, 2002, Watts und Ristow, 2017). Verzweigte FS 

werden in C. elegans ausschließlich de novo gebildet und entstehen aus Isobutyryl- oder Isovaleryl-

CoA, welche wiederum aus der Aminosäure Leucin generiert werden (Oku und Kaneda, 1988, 

Kniazeva et al., 2004, Kniazeva et al., 2008, Brooks et al., 2009). Dabei stellen C15 iso und C17 iso 

die häufigsten Formen der verzweigten FS dar. Die Syntheseschritte der einzelnen Fettsäuren und 

die Involvierung der beteiligten Enzyme sind in Abbildung 7 dargestellt.  

  

Abbildung 7: Fettsäuresynthesewege in C. elegans. 
Signalwege der de novo-Synthese von einfach und mehrfach ungesättigten Fettsäuren (A) und die de novo-Synthese von 
verzweigten Fettsäuren (B). Beteiligte Enzyme, deren essentielle Funktion in Mutanten nachgewiesen wurden, sind 
zusätzlich dargestellt. ACC: Acetyl-CoA-Carboxylase, ELO: Elongase, FAS: Fettsäure-Synthase, FAT: fatty acid desaturase, 

LET-767: lethal-767, : delta-5/6/9/12-Desaturasen, : omega-3-Desaturasen. Die Abbildung ist modifiziert 
nach Watts (2009, 2016).(Watts, 2009, 2016). 

 

Im Allgemeinen tragen Fettsäuren als Bestandteil von Speicherlipiden (Triglyceride und 

Cholesterolester) und Membranlipiden (Phospholipide und Sphingolipiden) jeweils zur 

Fettspeicherung und zur Membranintegrität bei und können zusätzlich auch als Signalmoleküle, 

bspw. in Form von Fettsäureamiden, Eicosanoiden oder Endocannabinoiden, für unterschiedliche 

physiologische Prozesse fungieren (Watts und Browse, 2002, Vrablik und Watts, 2013, Watts und 

Ristow, 2017). Ein Ungleichgewicht im Fettsäurehaushalt wirkt sich auf den Gesamtfetthaushalt der 

Nematoden aus, kann zu Beeinträchtigungen der Entwicklung, des Körperwachstums, der Motilität, 

der Reproduktion, der Neurotransmission, der sensorischen Signalübertragung, der Lebensspanne, 

der Keimzellerhaltung oder des rhythmischen Verhaltens führen (Ashrafi, 2007). 
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1.2.3.5 Lipid droplets 

Lipid droplets (LD) sind die Hauptspeicherorganellen für Fette in C. elegans, die sich auch in 

Bakterien, Nagern und fast allen multizellulären Organismen ubiquitär vorfinden (Farese und 

Walther, 2009, Goodman, 2009, Martin und Parton, 2006, Murphy 2011, Yang et al, 2012, Zhang et 

al. 2010, Na et al, 2015:). Die fettspeichernden Organellen bestehen aus einer einschichtigen 

Phospholipidmembran und Proteinen, die im Inneren einen hydrophoben Kern aus Neutrallipiden, 

hauptsächlich TAGs, aufweisen (Abbildung 8) (Bartz et al., 2007, Walther und Farese, 2012, Vrablik 

et al., 2015). Darüber hinaus sind in LD auch Cholesterol und Cholesterolester vertreten, die anders 

als in Nagern oder Hefen, in den LD von C. elegans jedoch nur in sehr geringen Mengen vorkommen 

(Tauchi-Sato et al., 2002, Merris et al., 2003, Martin und Parton, 2006, Bartz et al., 2007, Goodman, 

2009, Robenek et al., 2009, Grillitsch et al., 2011, Walther und Farese, 2012).  

 

 

Abbildung 8: Schematischer Aufbau eines Lipidtröpfchens (lipid droplet) in C. elegans. 
Abbildung modifiziert nach Vrablik et al. (2015) und Önal et al. (2017). (Vrablik et al., 2015, Önal et al., 2017). 

 

Unter optimalen Lebensbedingungen nehmen LD während der Nematodenentwicklung in Größe 

und Anzahl zu und können in adulten Wildtypen in der Regel einen Durchmesser zwischen 

0,5 – 3 µm erreichen (Hellerer et al., 2007, Shi et al., 2013). Durch die CARS-Mikroskopie konnte 

nachgewiesen werden, dass sich in den Intestinalzellen der Nematoden durchschnittlich größere 

LD ansammeln, als in den Hypodermiszellen (Hellerer et al., 2007). Genmanipulierte C. elegans-

Stämme hingegen, die Deletionen in bestimmten LD-regulierenden Genen aufweisen, zeigen 

vergrößerte LD mit Durchmessern von 3 – 10 µm im L4-Stadium oder sogar weitaus größere LD im 

Adultstadium (Zhang et al., 2010a, Li et al., 2016). Vergleichsweise können in adipösen Geweben 

von Nagern oder Menschen die LD sogar einen Durchmesser von bis zu 100 µm (Suzuki et al., 2011). 

Dabei sind die Anzahl, Größe und Verteilung der LD vom Gesamttriglyceridgehalt abhängig, welcher 

wiederum vom physiologischen, metabolischen Status der Nematoden und äußeren 

Umweltveränderungen determiniert wird (Hellerer et al., 2007, Kuerschner et al., 2008, Farese und 
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Walther, 2009). 

In Genexpressionsanalysen konnten 78 Gene in den Nematoden identifiziert werden, die an der 

Modellierung der LD-Morphologie beteiligt sind (Zhu et al., 2018, Cao et al., 2019). Mutationen in 

einzelnen dieser Gene führen zur Entstehung von sogenannten Riesenlipidtröpfchen, die einen 

Durchmesser von bis zu 10 µm annehmen können (Li et al., 2016, Cao et al., 2019). Die 

Hauptfunktion der LD gilt der Regulierung des Energiestoffwechsels und des intrazellulären 

Lipidtransportes, die durch die Interaktion und Kommunikation mit subzellulären Organellen, wie 

dem endoplasmatischem Retikulum (ER), frühen Endosomen, Mitochondrien und Peroxisomen, 

vermittelt werden (Martin et al., 2005, Binns et al., 2006, Liu et al., 2007, Zehmer et al., 2009, Pu et 

al., 2011, Mak, 2012, Na et al., 2015). In Embryos liefern LD wichtige Bausteine für die 

Membransynthese bei der Zellteilung und dienen insbesondere als Energiequelle für 

Entwicklungsprozesse bis zum Schlüpfen der Larven (Watts und Ristow, 2017). LD besitzen an der 

Membranoberfläche zahlreiche Proteine, die dabei eine Gewebespezifität aufweisen können (Na 

et al., 2015, Liu et al., 2018). Diese Proteine sind neben der Lipid-Synthese und -degradation, auch 

an der Proteindegradation und dem Membrantransport beteiligt (Yang et al., 2012, Zhang et al., 

2012). Unter den strukturgebenden LD-assoziierten Proteinen sind die Oberflächenproteine 

Mediator complex subunit (MDT)-28 (auch als Perilipin PLIN-1 bekannt) und short-chain 

dehydrogenase (DHS)-3 die am häufigsten vorkommenden LD-Proteine in C. elegans (Na et al., 

2015, Liu et al., 2018). Die Gewebespezifität einzelner LD-Proteine, wie das Darm-spezifische DHS-3, 

kann zur selektiven mikroskopischen Analyse, beispielsweise über Fluoreszenz-Markierungen, 

genutzt werden, um die Funktion und Dynamik der Proteine bzw. der LD in zellulären Prozessen zu 

erforschen (Liu et al., 2018). Die Rolle der LD-assoziierten Proteine sowie die Mechanismen, die der 

Bildung, den morphologischen Veränderungen und der Funktion der LD unterliegen, sind bislang 

jedoch noch nicht vollständig geklärt.  
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1.3 Vererbung von mehrgenerationalen Effekten 

Die Übertragung eines ausgeprägten Phänotyps der mütterlichen (maternalen) Generation durch 

Auswirkungen der von ihr erfahrenen Umwelt auf ihre Nachkommen wird als maternaler Effekt 

oder auch intergenerationaler Effekt bezeichnet (Mousseau und Fox, 1998, J. Marshall und Uller, 

2007, Uller, 2008, Perez und Lehner, 2019). Neben der maternalen Beeinflussung und 

Veränderungen im intrauterinen Umfeld können auch paternale Effekte in den Nachkommen 

beobachtet werden (Isganaitis et al., 2017). Diese intergenerationalen Effekte treten in Pflanzen, 

Wirbeltieren, einschließlich dem Menschen, aber auch wirbellosen Organismen, wie Nematoden, 

auf (Mousseau und Fox, 1998, Galloway und Etterson, 2007, Räsänen und Kruuk, 2007). Die 

Vererbung von Phänotypen resultiert dabei nicht aus einem veränderten Genom, sondern 

unterliegt vielmehr epigenetischen Modifikationen, die zu vererbbaren Veränderungen der 

Genexpression führen (Heard und Martienssen, 2014, Peschansky und Wahlestedt, 2014). Diese 

umfassen zum Beispiel Histonmodifikationen, DNA-Methylierungen oder nicht-kodierende 

Ribonukleinsäuren (RNAs), wie mikroRNAs (miRNAs) und P-element induced wimpy testis (PIWI)-

interagierende RNAs (piRNAs), die über die Keimbahn übertragen werden und als stabil, wenn auch 

potentiell reversibel gelten (Henderson und Jacobsen, 2007, Rechavi et al., 2011, Rechavi und Lev, 

2017, Bošković und Rando, 2018, Skvortsova et al., 2018, Lev et al., 2019a, Perez und Lehner, 2019, 

Duempelmann et al., 2020). Ähnlich wie für andere Nicht-Nagermodelle, wie Drosophila 

melanogaster oder Hefen, wurde für C. elegans angenommen, dass den Nematoden diverse DNA-

Methyltransferasen (DNMTs) zur DNA-Methylierungen fehlen, sodass dieser Mechanismus weniger 

eine Rolle in der epigenetischen Regulation spielen würde (Klass et al., 1983, Simpson et al., 1986, 

Feng et al., 2010, Iyer et al., 2011, Wenzel et al., 2011, Sarda et al., 2012, Corsi et al., 2015). Neuere 

Studien hingegen wiesen in den Nematoden mit der Entdeckung der DNA-N6-Adenin-

Methyltransferase 1 auch Methylierungen an der DNA-Base Adenin nach, und zeigten darüber 

hinaus die transgenerationale Vererbbarkeit dieser Methylierung (Greer et al., 2015, Hu et al., 2015, 

Ma et al., 2019, Wan et al., 2021). 

Oftmals kann die phänotypische Plastizität nicht nur adverse Effekte, sondern auch adaptive 

Phänotypen hervorrufen, die die Fitness der Nachkommen erhöhen und darüber hinaus über 

mehrere darauffolgende Generationen (mehrgenerationale Effektvererbung) persistieren 

(Galloway, 2005, Jablonka und Raz, 2009, Carone et al., 2010, Nelson und Nadeau, 2010, Ng et al., 

2010, Aiken und Ozanne, 2014, Lind und Spagopoulou, 2018, Van Cann et al., 2019). Die 

Veränderung eines Phänotyps kann dabei sowohl bei fortbestehendem Stimulus 

(multigenerationaler Effekt), als auch bei Abwesenheit des auslösenden Stimulus bzw. Stressors 

von der Elterngeneration (Parentalgeneration, P0) in die Folgegenerationen (Filialgenerationen, 

F-Generation) vererbt werden (inter- oder transgenerationaler Effekt) (Jaenisch und Bird, 2003, 
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Pembrey et al., 2006, Skinner, 2008, Daxinger und Whitelaw, 2010, Heard und Martienssen, 2014, 

Pang et al., 2017). Eine transgenerationale Vererbung liegt vor, wenn ein Effekt in einer 

nachfolgenden Generation auftritt, die weder direkt noch indirekt (Exposition der Keimbahn und 

des Embryos) dem auslösenden Stressor ausgesetzt war. Entsprechend gilt ein auftretender Effekt 

erst ab der F3-Generation, bzw. F2-Generation bei paternaler Exposition, als transgenerational, 

während in vorigen Generationen auftretende Effekte als intergenerational bezeichnet werden 

(siehe Abbildung 9) (Heard und Martienssen, 2014, Tuscher und Day, 2019).  

 

 

Abbildung 9: Schematische Darstellung der Unterschiede zwischen inter-, trans- und multigenerationalen Effekten. 
Unterschiede in der Definition der Effektvererbung abhängig von dem Auftreten der Effekte nach Exposition der 
Parentalgeneration (P0) und entsprechenden Filialgenerationen (F) gegenüber einem Stressor. 

 

Viele Faktoren, wie die Ernährungsweise, Umweltkontaminanten, chemische Substanzen, 

Temperaturschwankungen, aber auch traumatische Ereignisse und psychische Stressoren, können 

epigenetische Veränderungen in Individuen verursachen (Waddington, 1953, Francis et al., 1999, 

Anway et al., 2005, Baccarelli und Bollati, 2009, Mathers et al., 2010, Gapp et al., 2014, 

Norouzitallab et al., 2014, Vickers, 2014, Klengel und Binder, 2015, Cadet, 2016, Nilsson et al., 2018, 

Walker und Nestler, 2018). In den letzten zehn Jahren wurden solche Effekte in Hinblick auf die 

mehrgenerationale Vererbung zunehmend in den unterschiedlichsten Spezies wie Fischen, Nagern, 

Schweinen, Daphnien, Drosophila melanogaster oder auch in diversen Pflanzen untersucht 

(Norouzitallab et al., 2014, Poma et al., 2014, Skinner, 2014, Yohn et al., 2015, Hanson und Skinner, 

2016, Quadrana und Colot, 2016). Dabei umfassen die Studien beispielsweise Auswirkungen der 
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Ernährung, von Stress (Hitze, Kälte, reaktive Sauerstoffspezies), Drogen (Alkohol, Opiaten, Kokain, 

Nikotin), Schwermetallen, Chemikalien oder Nanopartikeln (Zinkoxide) auf Individuen (Schultz et 

al., 2016, Klosin et al., 2017, Lev et al., 2019a, Tetreau et al., 2019, Willis et al., 2021, Toker et al., 

2022). Einige dieser Studien wurden im Rahmen der Adipositas-Forschung mit Fokus auf die 

Vererbbarkeit des metabolischen Zustandes, beispielsweise durch Variation des Ernährungsstatus 

oder die Exposition gegenüber Obesogenen6, auf die Nachkommen untersucht (Jones und 

Friedman, 1982, Bispham et al., 2003, Fullston et al., 2012, Stegemann und Buchner, 2015, Chen et 

al., 2016a, Huypens et al., 2016, Sharma et al., 2016, Zhang et al., 2018, Lee und Blumberg, 2019). 

Die vorhandenen Studien beschränken sich dabei auf die Untersuchung der Effekte von einigen, 

wenigen Folgegenerationen, was vermutlich durch die aufwendige Durchführung und ethische 

Vertretbarkeit hoher Tierversuchszahlen begründet ist. Im Gegensatz dazu ist C. elegans in diesen 

Aspekten nicht eingeschränkt und stellt, neben seinen anderen, zahlreichen Vorzügen, einen 

geeigneten Modellorganismus dar, um diverse Effekte über mehrere Generationen zu untersuchen. 

Dabei schließen die Studien unterschiedlichste Expositionsszenarien mit ein, deren externe Stimuli 

von einer definierten Ernährungsweise (fett-, protein- oder zuckerreich, Nahrungsrestriktion, 

starvation), Chemikalien, Schwermetallen, Nanopartikeln, Hitzestress, Pathogenen bis hin zu der 

physischen Aktivität reichen und die verschiedensten Auswirkungen auf das Wachstum, die 

Entwicklung, die Lebensspanne, das olfaktorische System, das Verhaltensmuster, die Reproduktion, 

die Motilität, die Immunabwehr, Stressresistenzen, Stoffwechselprozessen und sogar die sexuelle 

Attraktivität zeigen (Remy, 2010, Maxwell et al., 2012, Kim et al., 2013, Rechavi et al., 2014, 

Tauffenberger und Parker, 2014, Jobson et al., 2015, Yu und Liao, 2016, Kishimoto et al., 2017, 

Kumsta et al., 2017, Lev et al., 2019a, Lev et al., 2019b, Kaletsky et al., 2020, Wei et al., 2020, Wan 

et al., 2022). Im Zusammenhang mit dem Fettmetabolismus zeigte sich auch in mehreren 

toxikologischen Studien mit C. elegans die mehrgenerationale Vererbbarkeit von diversen 

Substanz-induzierten Fettphänotypen (z. B. durch Lindan und Sulfomethoxazole, Benzylisoquinolin-

Alkaloide) (Chen et al., 2018, Chow und Sato, 2019, Li et al., 2020). 

 
6 chemische Fremdverbindungen, die die Lipidhomöostase stören und zur Fettleibigkeit führen 
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2 Zielsetzung  

Der Ernährungsstatus und die stetige, ubiquitäre Exposition des Menschen gegenüber diversen 

Umweltkontaminanten erhöhen die Anfälligkeit für die Entstehung von Fettleibigkeit und 

Stoffwechselstörungen in der Bevölkerung und deren Nachkommen weltweit. Um die Hintergründe 

der Entstehung von Adipositas und damit verbundenen gesundheitlichen Schäden und 

Krankheitsbildern unter diesen Aspekten zu untersuchen und die Risiken bestimmter Substanzen 

mit potentiellen obesogenen Eigenschaften einschätzen zu können, sind geeignete Testsysteme 

notwendig, die die Untersuchung von Fettmetabolismus-assoziierten Effekten erlauben. In der 

vorliegenden Arbeit sollen die vielen, bereits erwähnten Vorzüge des Organismus C. elegans 

genutzt werden, um ein Fettmodellsystem zur Detektion von Fettgehaltsveränderungen in den 

Nematoden zu entwickeln, mit dem Ziel potentielle obesogene oder anti-obesogenen Substanzen 

identifizieren zu können. Ferner soll das System genutzt werden, um die Vererbung von 

Fettmetabolismus-assoziierten Effekten über mehrere Generationen zu untersuchen.  

Die in dieser Arbeit vorgelegte Studie umfasst dabei drei Teilprojekte und eine erste Anwendung 

zur Untersuchung der mehrgenerationalen Effektweitergabe des Fettphänotyps im 

Modellorganismus C. elegans: 

1. Etablierung einer Nachweisstrategie zur Bestimmung des Fettgehalts in C. elegans  

2. Charakterisierung eines C. elegans-Fettmodellsystems 

3. Testung des Systems mit einer bekannten anti-obesogenen Substanz 

4. Untersuchung der Vererbung von Futtermengen-assoziierten Effekten in die 

Folgegeneration(en) 
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3 Material und Methoden 

3.1 Material  

3.1.1 Organismen  

C. elegans-Stamm Genotyp Referenz 

N2 var. Bristol Wildtyp Caenorhabditis Genetics Center 
(CGC), Minnesota, USA 

DA465 eat-2(ad465) II. Caenorhabditis Genetics Center 
(CGC), Minnesota, USA 

CB1370 daf-2(e1370) III. Caenorhabditis Genetics Center 
(CGC), Minnesota, USA 

LIU1 ldrIs1 [dhs-3p::dhs-3::GFP + 
unc-76(+)] 

Caenorhabditis Genetics Center 
(CGC), Minnesota, USA 

   

Bakterienstamm Eigenschaft Referenz 

Escherichia coli OP50 Uracil-auxotroph Caenorhabditis Genetics Center 
(CGC), Minnesota, USA 
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3.1.2 Verbrauchsmaterialien  

Einwegmaterial Hersteller 

384-well-Platte, (black, f-bottom), CellCarrier Ultra PerkinElmer Inc., MA, USA 

8-Well-Platte TPP Techno Plastic Products AG, CH 

96-well-Platte (black, f-bottom), CellCarrier PerkinElmer Inc., MA, USA 

96-well-Platte (clear, f-bottom) TPP Techno Plastic Products AG, CH 

96-well-Platte (white, f-bottom) PerkinElmer Inc., MA, USA 

Deckgläser (18 × 18 mm) Thermo Fisher Scientific, MA, USA 

Duran Präparatengläser Gewinde GL18, Kappe mit 
PTFE-Dichtung (Ø 16 × 100 mm) 

Glasgerätebau Ochs, GÖ, DE 

Eppendorfgefäße (0,5 ml, 1,5 ml, 2 ml, 5 ml) Eppendorf AG, HH, DE 

Erlenmeyerkolben (500 ml) Schott AG, MZ, DE 

High Precision Deckgläser (24 × 60 mm) Thermo Fisher Scientific, MA, USA 

Kimtech Science, Precision Wipes, White /Small Kimberly-Clark Professional™, UK 

Kryoröhrchen (2 ml) Sarstedt AG & CO.KG, Nümbrecht, DE 

Objektträger, Superfrost®, Menzel Gläser Thermo Fisher Scientific, MA, USA 

Pasteurpipetten, Glas VWR International GmbH, DD; DE 

Pipettenspitzen (10 µl, 100 µl, 1000 µl, 5000 µl) Eppendorf AG, HH, DE 

Precellys® Zirconiumoxid Keramik-Kügelchen 
(beads) 1,4 mm 

VWR International GmbH, DD, DE 

Reagenzröhrchen mit Aluminiumkappen (20 ml) Hirschmann/Belden Brand, S, DE 

SecureSealTM imaging spacers Merck KGaA, DA, DE 

Serologische Pipetten (5 ml, 10 ml, 25 ml, 50 ml) VWR International GmbH, DD; DE 

Zellkulturflaschen (25 cm²) TPP Techno Plastic Products AG, CH 

Zellkulturpetrischalen (60 cm²) TPP Techno Plastic Products AG, CH 

Zentrifugenröhrchen (15 ml, 50 ml, Polypropylen) Corning Life Sciences B.V., AMS, NLD 

Zentrifugenröhrchen (15 ml, Polystyrene) Corning Life Sciences B.V., AMS, NLD 
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3.1.3 Geräte  

Gerät Hersteller 

Absaugvorrichtung für Zellkultur neoLab Migge GmbH, HD, DE 

Accu-jet® Pro Pipetboy Brand GmbH + CO KG, MA, DE 

Airy Scan LSM 880 Carl Zeiss Microscopy, NY, USA 

Binokular (Stand K EDU + Microscope body 
Stemi 608) 

Carl Zeiss Microscopy, NY, USA 

CO2-Inkubator, BBD 6220 Thermo Fisher Scientific, MA, USA 

Feinwaage Mettler AE163 Mettler Toledo International Inc., OH, 
USA 

Heizblock, ThermoMixer® C 5382 Eppendorf AG, HH, DE 

Heizblock, Typ 56006191 Gebr. Liebisch GmbH & Co. KG, BI, DE 

Homogenisator, SpeedMill plus Analytik Jena AG, J, DE 

Inkubationsschüttler, Certomat® BS-1 Sartorius AG, GÖ, DE 

Kühlinkubator, KT 115 BINDER GmbH, TUT, DE 

Kühlschrank, 111.429 7/7929, 649285_40268 Quelle GmbH/Pivileg, FÜ, DE 

Laborbrenner, Usbeck Carl Friedrich Usbeck KG, Radevormwald, 
DE 

Mikroskop, Axiovert 25 cfl Carl Zeiss Microscopy, NY, USA 

Multistepper Pipette Multipette® plus Eppendorf AG, HH, DE 

Opera Phenix High-Content Screening System PerkinElmer Inc., MA, USA 

Photometer, Ultrospec® 10 Amersham Biosciences, AHM, GB 

Plattenleser, Synergy Neo 2 BioTek Instruments, VT, USA 

Plattenleser, Infinite 200 Pro (Tecan) Tecan Trading AG, CH 

Plattformschüttler, kreisförmig vibrierend, 
Titramax 101 

Heidolph Instruments GmbH & Co. KG, 
KEH, DE 

Pipetten, elektr. (Ein- und Mehrkanal), Xplorer® Eppendorf AG, HH, DE 

Pipetten manuell – Reference, Research & 
Research plus 

 

Eppendorf AG, HH, DE 
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Gerät Hersteller 

Reax top Vortexer Eppendorf AG, HH, DE 

Sicherheitswerkbank, HSPC 9 Tecan Group Ltd., Männedorf, CH 

Zentrifuge 5804 R, 5424 R Thermo Fisher Scientific, MA, USA 

Zentrifuge, Labofuge 400 Heidolph Instruments GmbH & Co.KG, SC, 
DE 

ZOETM Fluorescent Cell Imager  Bio-Rad Laboratories, Inc., CA, USA 

 

3.1.4 Softwares  

Software Entwickler 

CombineTIFF, v. 1.18 Dr. Ing. Norman Violet, Bundesinstitut für 
Risikobewertung, B, DE 

Microsoft Excel, v. 16.0.5215.1000 Microsoft Corporation, WA, USA 

Infinite 200, v. 2.12 Tecan Trading AG, CH 

Gen5.0, v. 3.09 BioTek Instruments, VT, USA 

GraphPad Prism, v. 8.2.0 (441) GraphPad Software Inc., CA, USA 

Harmony, v. 4.8 PerkinElmer Inc., MA, USA 

Imaris, v. 9.8.0 Oxford Instruments, UK 

Image J, v. 1.53f51 Wayne Rasband, National Institute of 
Health, MA, USA 

Adobe Illustrator, v. 26.3.1 Adobe Inc., CA, USA 

Adobe Photoshop, v. 23.4.1 Adobe Inc., CA, USA 

Wormdetector, v. 0.1b Dr. Nils Körber, Bundesinstitut für 
Risikobewertung, B, DE 
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3.1.5 Chemikalien  

 

Chemikalie Hersteller 

-D-Glucose Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Agar-Agar Carl Roth GmbH, KA, DE 

Cadmiumchlorid, ≥ 99,99 % Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Calciumchlorid, ≥ 94 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Calciumchlorid Dihydrat, ≥ 99 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Cholesterol, ≥ 99 % Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Citronensäure Monohydrat, ≥ 99,5 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

di-Kaliumhydrogenphosphat 

Trihydrat, ≥ 99 % 
Carl Roth GmbH, KA, DE 

di-Kaliumhydrogenphosphat ≥ 98 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Dimethylsulfoxid (DMSO) ≥ 99,9 % Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Ethanol, ≥ 99,8 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Glycerol, ≥ 99 % MP Biomedicals, LLC, CA, USA 

Hefeextrakt Carl Roth GmbH, KA, DE 

Isopropanol, ≥ 99,8 % (2-propanol) Carl Roth GmbH, KA, DE 

Kaliumchlorid Carl Roth GmbH, KA, DE 

Kaliumdihydrogenphosphat, ≥ 99 % Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Kaliumhydroxid, ≥ 85 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Kupfer(II)-sulfat Pentahydrat ≥ 99 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

LB-Medium (Luria/Miller) Carl Roth GmbH, KA, DE 

LB-Medium mit Agar (Miller) Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Magnesiumsulfat, ≥ 99,5 % Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Magnesiumsulfat Heptahydrat, ≥ 99 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Mangan(II)-chlorid Tetrahydrat, ≥ 98 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Mercaptoethanol  Merck KGaA, DA, DE 

Natriumazid  Sigma-Aldrich Corp., MO, USA 

Natriumchlorid, ≥ 99,5 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Natriumhydroxid, ≥ 98 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Natriumhypochlorit, 12 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Orlistat Biovision Inc., CA, USA 

Paraformaldehyd, 4% Thermo Fisher Scientific, MA, USA 

SeaPlaque® GTG® Agarose Lonza, Rockland, ME, USA 
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3.1.6 Puffer und Lösungen  

 

Lysogeny broth (LB)-Agar  LB-Medium 

Trypton 10 g  Trypton 10 g 

Hefeextrakt 5 g  Hefeextrakt 5 g 

NaCl 10 g  NaCl 10 g 

Agar-Agar 15 g     

ad. 1 l ddH2O, pH auf 7,0 einstellen, 

15 Minuten bei 121 °C autoklavieren 

 ad. 1 l ddH2O, pH auf 7,0 einstellen, 

15 Minuten bei 121 °C autoklavieren 

 
 

M9-Puffer   

KH2PO4 3 g    

K2HPO4 6 g    

NaCl 5 g    

ad. 1 l ddH2O, 15 Minuten bei 121 °C 

autoklavieren, 60 °C abkühlen lassen und 

Zugabe von  

  

1 M    MgSO4 1 ml    

 
 
Modified Ruvkun's Witches Brew (MRWB)-Puffer 

 ddH2O 696 ml 

2 M KCl 80 ml 

5 M NaCl 8 ml 

0,1 M EGTA 140 ml 

0,1 M Spermidine 10 ml 

0,1 M Spermine 4 ml 

0,1 M Na-PIPES 60 ml 

0,1 M Mercaptoethanol 2 ml 

frisch ansetzen und 1:1 mit M9-Puffer mischen 

Chemikalie Hersteller 

tri-Kaliumcitrat Monohydrat, ≥ 99 % Carl Roth GmbH, KA, DE 

Triton® X-100 AppliChem GmbH, DA, DE 

Trypton/Pepton aus Casein Carl Roth GmbH, KA, DE 

Zinksulfat Heptahydrat, ≥ 97 % Carl Roth GmbH, KA, DE 
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S-Basal  S-Complete 

KH2PO4 6 g  S-Basal 1000 ml 

K2HPO4 1 g 1 M Kaliumcitrat 1 ml 

NaCl 5,85 g 1 % (v/v) TMS 10 ml 

ad. 1 l ddH2O, 15 Minuten bei 

121 °C autoklavieren 

3 mM CaCl2 3 ml 

3 mM MgSO4 3 ml 

 5 mg/ml Cholesterol 3 ml 

  frisch ansetzen 

 
 

Trace Metals Solution (TMS)   

Na2 EDTA 1,68 g    

Fe(II)SO4 0,69 g    

Mn(II)Cl2 0,20 g    

ZnSO4 0,29 g    

Cu(II)SO4 0,025 g    

ad. 1 l ddH2O, 15 Minuten bei 121 °C 
autoklavieren 

   

 

 

Nematode growth medium (NGM)-Agarplatten 

Pepton von Casein 2,5 g 

Agar 17 g 

NaCl 3 g 

ad. 972 ml ddH2O und 15 Minuten bei 121 °C 

autoklavieren, auf 60 °C abkühlen lassen und 

Zugabe von 

5 mg/ml Cholesterol 1 ml 

1 mM CaCl2 1 ml 

1 mM MgSO4 1 ml 

25 mM KPO4  25 ml 

je 25 ml in eine Petrischale (60 cm²) pipettieren 

und auskühlen lassen 
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3.1.7 Farbstoffe  

 

3.1.8 Kits  

 

Farbstoff Katalognummer Hersteller 

Nile Red 
(Nilrot) 

72485 Sigma-
Aldrich, 
MO, USA 

HCS 
LipidTOXTM 
Deep Red 
Neutral 
Lipid Stain 

H34477 Invitrogen, 
CA, USA 

Kit Anwendungsbereich Katalognummer Hersteller 

DCTM Protein Assay  Proteinbestimmung 500-0116 Bio-Rad Laboratories, 
Inc., CA, USA 

Triglyceride 
Quantification Kit 

Triglyerid-Assay MAK266 Sigma-Aldrich, MO, USA 

Free Glycerol 
Determination Kit 

 

Triglyerid-Assay F6428, T2449 und 
G7793 

Sigma-Aldrich, MO, USA 
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3.2 Methoden  

3.2.1 Allgemeine Kultivierungsmethoden  

Die Standardmethoden zur Kultivierung von Bakterien und Nematoden sind aus dem Buch 

„C. elegans - A Practical Approach“ und den Methoden nach Sydney Brenner (1974) abgeleitet 

(Brenner, 1974, Michaelson, 2000). 

 

3.2.1.1 OP50-Futterbakterien-Aufzucht  

Als Futterquelle für C. elegans wurde der Uracil-auxotrophe Bakterienstamm OP50 der Spezies 

Escherichia coli (E. coli) (Caenorhabditis Genetic Center, Minnesota, USA) genutzt, der für die 

Kultivierung der Nematoden im Labor häufig Verwendung findet (Brenner, 1974, Sulston und 

Hodgkin, 1988). Die OP50-Kultivierung erfolgte mit einer Übernachtkultur von 8 µl OP50 

(Kryostock) in 5 ml lysogeny broth (LB)-Medium in Reagenzröhrchen (Glas, 20 ml) (Hirschmann) bei 

37 °C und 100 rpm im Schüttelinkubator (Sartorius AG). Anschließend wurde diese Vorkultur in 

einen 500 ml Erlenmeyerkolben mit 200 ml LB-Medium überführt und für weitere 8 Stunden unter 

gleichen Bedingungen im Schüttelinkubator inkubiert. Nach der Inkubation, die insgesamt nicht 

mehr als 14 h überschritt, wurde die Bakteriensuspension auf vier 50 ml Zentrifugenröhrchen 

aufgeteilt und durch drei Waschschritte mit kaltem M9-Puffer (4 °C) und Zentrifugationsschritten 

für 10 min bei 3000 g und 4 °C aufgereinigt. Nach dem letzten Zentrifugationsschritt wurde der 

Überstand abgesaugt und das Bakterienpellet in je 20 ml S-Complete resuspendiert. Die optische 

Dichte (OD) der Bakteriensuspension wurde in einer 1:40 Verdünnung in S-Complete als Triplikat 

mit dem Ultrospec® 10 (Amersham Biosciences) bei einer Wellenlänge (λ) von λ = 600 nm bestimmt 

und die OD der unverdünnten Bakteriensuspension unter Berücksichtigung des 

Verdünnungsfaktors berechnet. Anschließend wurde diese Bakteriensuspension durch Verdünnung 

in S-Complete auf die optische Dichte OD600 = 6,75 eingestellt und die Bakterien bis zur Verwendung 

für maximal zwei Monate bei 4 °C gelagert. 

 

3.2.1.2 Kultivierung von C. elegans 

3.2.1.2.1 Haltung auf NGM-Agarplatten 

Zur Erhaltung der Stämme wurden die Nematoden auf Nematode growth medium (NGM)-

Agarplatten (60,1 cm²), die mit OP50 angeimpft wurden, bei 20 °C im Kühlinkubator gehalten. Für 

die Herstellung dieser Futterplatten wurden unter sterilen Bedingungen 70 µl OP50 (OD600 = 6,75) 

auf eine NGM-Agarplatte pipettiert und die Suspension mit einem mit Ethanol abgeflammten 

Drigalskispatel gleichmäßig verteilt. Um die Besiedelung der Bakterien zu ermöglichen, wurden die 

Platten über Nacht bei 37 °C inkubiert.  

Die Nematoden wurden alle 3 – 4 Tage auf eine neue Futterplatte transferiert, um ein Aushungern 
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der Nematoden zu verhindern. Dazu wurde im semi-sterilen Bereich eines Bunsenbrenners mit 

einem sterilen Skalpell ein Dreieck aus dem Agar mit Nematoden herausgeschnitten und kopfüber 

auf eine neue Futterplatte gelegt. Nach 1 – 2 min migrierten die Nematoden auf die neue 

Futterplatte, sodass das Dreieck wieder entfernt und die Nematoden bei 20 °C weiterkultiviert 

werden konnten. 

 

3.2.1.2.2 Haltung in Flüssigkultur  

Die Nematoden der Flüssigkultur entstammten der Agarplatten-Kultivierung. Dazu wurden die 

Nematoden zweimal mit 4 ml kaltem M9-Puffer (4 °C) von einer NGM-Platte gespült, die Eier mit 

der Bleichmethode (siehe 3.2.1.2.3) isoliert und in die Flüssigkultur in 25 cm²-Zellkulturflaschen 

(ZKF) oder 8-Well-Platten überführt. Das Kultivierungsmedium setzte sich aus S-Complete und der 

entsprechenden OP50-Menge zusammen. Die eingesetzte Futtermenge betrug 109 KbE/ml OP50 

(Kolonie-bildende Einheit), die ebenso in anderen Flüssigkultur-basierten Untersuchungen 

Verwendung fand (Win et al., 2013, Zheng et al., 2017, Li et al., 2021). Dabei wurde die 

Bakterienkonzentration von 109 KbE/ml OP50, die einer OD600 = 0,675 in der finalen Lösung 

entspricht, als 1x OP50 definiert. Höhere Futtermengen wurden als Vielfaches der 1x OP50-

Futtermenge eingesetzt. Das Gesamtvolumen betrug 10 ml (ZKF) bzw. 4 ml (8-Well) mit einer 

Dichte von 400 Nematoden/ml. Für die Erhaltung der Stämme in der Flüssigkultur wurden alle 

3 – 4 Tage die Eier aus adulten Nematoden mit der Bleichmethode isoliert und in neuen ZKF mit je 

1x OP50 oder 4x OP50 (entsprechend OD600 = 2,7) gefüttert (400 Eier/ml). Bei der Überführung von 

Nematoden aus der Agarplattenkultivierung in die Flüssigkultur wurden in Studien phänotypische 

und transkriptomische Veränderungen in der Folgegeneration beschrieben (Celen et al., 2018, Lev 

et al., 2019a). Eigene Beobachtungen zeigten zumindest für die erste Folgegeneration ein 

asynchrones Wachstum innerhalb der Population, das in darauffolgenden Generationen jedoch 

nicht mehr auftrat, sodass für die Experimente der vorliegenden Arbeit ausschließlich Nematoden 

verwendet wurden, die nach der Überführung von NGM-Agarplatten in die Flüssigkultur 

mindestens fünf Generationen durchlaufen hatten, um eine zeitliche Adaption der Nematoden an 

die Kultivierungskonditionen zu erlauben und einen stabilen Phänotyp zu gewährleisten.  

 

3.2.1.2.3 Egg preparation und Alterssynchronisation  

Zur Erhaltung einer synchronisierten Population wurde alle 3 – 4 Tage eine sogenannte egg 

preparation (egg prep.) durchgeführt. Die egg prep. ist eine Bleichmethode, bei der die Eier aus 

adulten Nematoden durch Zugabe einer Bleichlösung isoliert werden (Brenner, 1974, Porta-de-la-

Riva et al., 2012). Entweder wurden Nematoden zweimal mit 4 ml kaltem M9-Puffer (4 °C) von den 

Agarplatten herunter gespült oder direkt aus den ZKF entnommen und in ein 15 ml 
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Zentrifugenröhrchen (aus Polystyren) überführt. Die Nematoden wurden einmalig mit ca. 10 ml 

kaltem M9 Puffer (4 °C) gewaschen, zentrifugiert (2 min, 1300 g, 4 °C) und der Überstand bis auf 

ein Restvolumen von 2 ml abgesaugt. Die anschließende Lyse der Nematoden wurde durch Zugabe 

einer alkalischen Bleichlösung (420 µl 12 %-iges NaOCl + 250 µl 10 N NaOH) durch ein 2-minütiges 

Schütteln per Hand bei Raumtemperatur (RT) erreicht. Die Bleichlösung wurde anschließend durch 

dreifaches Waschen mit je 10 ml kaltem M9 (4 °C) Puffer vollständig wieder entfernt und die 

freigesetzten Eier in 3 ml frisch angesetztem S-Complete aufgenommen. Die Eizahl pro µl in den 

3 ml S-Complete wurde durch Auszählung von fünf 5 µl Tropfen unter einem Binokular (Microscope 

body Stemi 608, Zeiss) bestimmt. Zur Erhaltung der Stämme wurden anschließend je 400 Eier/ml in 

neuen ZKF mit Kultivierungsmedium überführt und kultiviert.  

Für Versuchsansätze wurden die Eier nach der egg prep. in S-Complete über Nacht bei 20 °C und 

150 rpm auf einem Schüttler im Inkubator gehalten. Die über Nacht geschlüpften Nematoden 

verharrten im sogenannten L1-Arrest, da sie sich aufgrund einer fehlenden Futterquelle nicht 

weiterentwickeln, wodurch die Alterssynchronisation der Nematoden auf dasselbe Larvenstadium 

möglich ist (Johnson und Wood, 1982, Baugh, 2013). Die Anzahl der L1-Larven pro ml wurde 

ebenfalls durch fünf ausgezählte 5 µl Tropfen bestimmt und für die Versuche auf eine 

Nematodendichte von 400 L1/ml in den ZKF verdünnt. 

 

3.2.2 Methodenetablierung  

3.2.2.1 Nile Red-Färbung - Testung von Konzentrationen und Inkubationszeiten  

Für die Fettgehaltsbestimmung wurde der lipophile Fluoreszenzfarbstoff Nile Red (NR) ausgewählt, 

der sich in fettreichen Strukturen der Nematoden anreichert (Greenspan und Fowler, 1985, 

Greenspan et al., 1985). NR hat ein breit gefächertes Anregungs- sowie Emissionsspektrum, wobei 

die Emission abhängig vom Lösungsmittel sowie der hydrophoben Umgebung ist (Greenspan et al., 

1985, Ranall et al., 2011). So zeigt NR bei Anregung mit grünem Licht (450 – 500 nm) ein 

Emissionsspektrum im gelb-roten Bereich (> 528 nm), wodurch vorwiegend hydrophobe 

Neutrallipide wie Triglyceride (auch Triacylglyceride genannt) oder Cholesterinester in lipid droplets 

nachgewiesen werden, bis hin zum dunkelroten Bereich (> 590 nm), in dem zusätzlich polare Lipide 

wie Phospholipide von Membranen erfasst werden (Greenspan und Fowler, 1985, Brown et al., 

1992, Diaz et al., 2008, Liu et al., 2014, Kalathimekkad et al., 2015, Listenberger et al., 2016). Durch 

die Proportionalität der emittierten Fluoreszenzintensität von NR zum Lipidgehalt, ist die 

semiquantitative Bestimmung des Fettgehalts in den Nematoden möglich (Chen et al., 2009). Die 

Methode wurde zunächst auf folgende Parameter überprüft und optimiert: Konzentration und 

Inkubationsdauer des Fixierungsmediums Isopropanol, sowie der NR-Färbelösung. Für die 

Etablierungsphase der Färbemethode diente der C. elegans-Wildtypstamm N2 var. Bristol (CGC, 

Minnesota). 
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Im ersten Schritt wurde die Wirksamkeit von Isopropanol als Fixierungsmedium überprüft. Dazu 

wurden L1-Larven für zwei oder drei Tage (2 d oder 3 d) im Kultivierungsmedium mit 1x OP50 in 

25 cm² Zellkulturflaschen bei 20 °C inkubiert. Anschließend wurden 50 µl mit L4 (2 d) bzw. adulten 

Nematoden (3 d) aus den ZKF entnommen und in die Wells einer 96-Well-Platte (CellCarrier, black, 

flat bottom) pipettiert, was ca. 10 – 20 Nematoden pro Well entsprach. Durch die Zugabe von 75 µl 

unterschiedlicher Isopropanol-Konzentrationen wurden End-konzentrationen von 85 %, 80 %, 

60 %, 40 % und 20 % im Well erzielt. Alle fünf Minuten wurde manuell unter einem 

Stereomikroskop die Wirksamkeit der Fixierung überprüft, indem die Vitalität der Nematoden 

beurteilt wurde. Im zweiten Schritt erfolgte die Testung einer effizienten Konzentration und 

Inkubationszeit der NR-Färbelösung, die aus NR (Stock: 0,5 mg/ml NR in Aceton) in 40 %-igem 

Isopropanol bestand. Dazu wurden 75 µl der Isopropanol-Lösung aus den Wells entnommen und 

verworfen. Die Nematoden wurden anschließend mit 100 µl NR-Färbelösung unterschiedlicher 

Konzentrationen (3 – 30 µg/ml) unter Lichtausschluss für 15 – 180 min angefärbt. Nach der 

Inkubationzeit wurde die NR-Färbelösung aus den Wells entnommen und 100 µl 0,01 %-iges 

Triton® X-100 in M9-Puffer hinzugegeben. Die besten Parameter für die NR-Färbung ergaben sich 

aus einer 40 %-igen Isopropanolfixierung für 15 min und anschließender 30-minütiger Inkubation 

in 3 µg/ml NR-Färbelösung, die für weitere Versuche genutzt wurde. Die Bild-Aufnahme der 

Nematoden erfolgte in einer Ebene mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des High-Content 

Screening Systems Opera Phenix (PerkinElmer) im Durchlicht, bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm und 

bei λEx = 599 nm/ λEm = 561 nm. Für eine detailreichere Betrachtung der Nematoden, wurden 

einzelne Nematoden mit dem 63x-Wasser-Objektiv (NA = 1,15) des Opera Phenix (PerkinElmer) bei 

denselben Wellenlängen aufgenommen. Die Auswertung der Körperflächen und 

Fluoreszenzintensitäten wurden mit der herstellereigenen Software Harmony (PerkinElmer) 

durchgeführt, die die automatisierte Erkennung der Nematoden und Messung der mittleren 

Fluoreszenzintensitäten (bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm) und der Körperfläche pro Nematode 

erlaubt. Die Bild-Aufnahme der Fluoreszenz bei λEx = 599 nm/ λEm = 561 nm diente hierbei lediglich 

zur Nematodenerkennung durch die Analyse-Software Harmony. Für die Auswertungen von 

selektierten Adulten, wurde ein vordefinierter Cut-off für die Körperfläche bei ≥ 20000 µm² gesetzt, 

d. h. alle detektierten Nematoden mit einer Körperfläche kleiner als der Cut-off wurden 

ausgeschlossen. Zur Bestimmung der Größenparameter Körperlänge, -fläche und -volumen der 

Nematoden wurde zusätzlich die hausinterne Software Wormdetector (Nils Körber, BfR) 

herangezogen (siehe 3.2.4). 

3.2.2.2 Testung von Positivkontrollen  

Um die Aussagekraft der Nile Red-Färbemethode zur Bestimmung des Fettgehalts zu prüfen, war 

die Auswahl geeigneter Positivkontrollen notwendig. Dazu wurden Deletionsmutanten, Glucose-
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gefütterte oder gehungerte Wildtypen untersucht, die mit unterschiedlichen 

Futtermengenkonditionen kultiviert wurden. Die Aufnahme der Nematoden erfolgte in 

0,01 %-igem Triton® X-100 mit dem 5x-Luftobjektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix bei den zuvor 

genannten Wellenlängen. Die Körperflächen und Fluoreszenzintensitäten wurden mittels der 

Harmony Software ausgewertet. Zusätzlich wurden 5 – 10 Durchlicht-Aufnahmen pro 

Nematodenstamm und Futterkondition am ZOETM Fluorescent Imager (Bio-Rad) aufgenommen 

(20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad), um die Körpergrößen und die Eizahl in den 

Nematoden zu bestimmen sowie die Larvenstadien und Morphologie der Nematoden zu 

untersuchen. Alle Aufnahmen am ZOETM Fluorescent Imager wurden für die Vergleichbarkeit in 

denselben Einstellungen aufgenommen (Expositionszeit: 300 ms, Belichtungsstufe: 8, 

LED-Intensitätsstufe: 60, Kontraststufe: 11). 

 

3.2.2.2.1 Deletionsmutanten  

Zur Detektion von Fettgehaltsveränderungen in C. elegans wurden die Deletionsmutanten 

eat-2 (ad465) und daf-2 (e1370) vom Caenorhabditis Genetics Center (CGC, Minnesota) 

herangezogen, die im Vergleich zum Wildtypstamm (N2) einen verringerten (eat-2) bzw. erhöhten 

(daf-2) Fettgehalt aufweisen (Kenyon et al., 1993, Kimura et al., 1997, Lakowski und Hekimi, 1998, 

Brooks et al., 2009, Klapper et al., 2011, Fouad et al., 2017). Synchronisierte L1-Larven wurden mit 

1x OP50 für drei Tage in ZKF bei 20 °C kultiviert.  

 

3.2.2.2.2 Glucose und starvation  

Das Kultivierungsmedium der Wildtypen wurde mit unterschiedlichen Glucose-Konzentrationen 

supplementiert, mit dem Ziel eine Erhöhung im Fettgehalt der Nematoden zu erreichen. L1-Larven 

in ZKF erhielten 1x OP50 und Glucose-Konzentrationen zwischen 1 µM und 100 mM. Am Tag 2, 3 

und 4 wurden Nematoden aus den ZKF entnommen und die Fettgehalte mittels der NR-Färbung 

untersucht.  

Um eine Erniedrigung des Fettgehalts zu induzieren, wurden 1x OP50- oder 4x OP50-gefütterte 

Wildtypen für eine definierte Zeit hungern gelassen (starvation). Dazu wurde die Futterquelle am 

Tag 3 entfernt und die Nematoden weiterhin für sechs Stunden (6 h) in S-Complete bei 20 °C 

gehalten. Für eine Hungerphase von 24 Stunden (24 h) wurde das OP50 entweder am Tag 2 oder 

Tag 3 entfernt.  

 

3.2.2.2.3 Futtermenge  

Als weitere Testung zur Veränderung des Fettgehalts der Nematoden wurde die Futtermenge 

variiert. L1-Larven wurden für zwei oder drei Tage mit Futtermengen zwischen 1x OP50 und 
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8x OP50 gefüttert. Die Kultivierung erfolgte abhängig von der benötigten Nematodenzahl in ZKF 

oder in 8-Well-Platten bei 20 °C. Die Generierung unterschiedlicher Fettphänotypen von C. elegans 

durch Variation der Futtermenge wurde neben der NR-Färbemethode (siehe 3.2.2.1) mit Hilfe des 

Triglycerid-Assays überprüft.  

 

3.2.3 Triglycerid-Assay  

Um die Aussagekraft der Ergebnisse der NR-Färbung zu stützen, diente ein zusätzlicher Assay, der 

einen absoluten Wert des Fettgehaltes wiedergab. Dazu wurden die Triglyceride (auch 

Triacylglyceride, TAGs) in den Nematoden gemessen, die die Hauptspeicherform des Fettes in 

C. elegans und somit einen wichtigen Messparameter in deren Fettbestimmung darstellt 

(Srinivasan, 2015). Dazu wurde der Triglycerid-Assay verwendet und die Relation der 

Triglyceridgehalte zum Körpervolumen von zwei und drei Tage alten Wildtypen bestimmt, die als 

geeignetes Maß für die Bewertung der Körperzusammensetzung und der Fettleibigkeit von 

Nematoden angesehen wird (Chaston et al., 2007, Klapper et al., 2011).  

Zur Erfassung der Körpergröße wurden je 9 µl Nematodensuspension pro Kondition am Tag 2 oder 

Tag 3 aus den ZKF oder 8-Well-Platten entnommen und in zehn Wells einer 384-Well-Platte 

überführt. Die genaue Durchführung zur Körpergrößenbestimmung ist im folgenden Abschnitt 

beschrieben (siehe 3.2.4). Die übrigen Nematoden in den ZKF bzw. 8-Well-Patten wurden für die 

Bestimmung der Triglyceridgehalte mithilfe von zwei Triglycerid-Assay Kits von Sigma-Aldrich 

verwendet und der Assay nach Herstellerangaben durchgeführt. Zur Erhaltung des 

Nematodenlysats wurden die Nematoden zunächst zweimalig mit kaltem M9 (4 °C) sowie 

zweimalig mit kaltem ddH2O (4 °C) gewaschen, um das verbleibende OP50 zu entfernen 

(Zentrifugation bei 2 min, 1300 g, 4 °C). Anschließend wurden die Nematoden in ddH2O in einem 

Volumen von 200 µl aufgenommen, in ein 2 ml Kryoröhrchen mit Keramikkügelchen (Füllhöhe: 

0,5 ml) überführt und bei -20 °C eingefroren. Die eingefrorenen Nematoden wurden mit einem 

Homogenisator (SpeedMill, Jena Analytics) in 2,5 Zyklen aufgeschlossen, wobei ein Zyklus 6x 30 sec 

mit 30-sekündiger Pause entsprach. Alle Lyseschritte erfolgten stets gekühlt. Das resultierende 

Nematodenlysat (ca. 150 – 200 µl) wurde anschließend vollständig in ein neues 1,5 ml 

Eppendorfgefäß überführt. Für die Triglyceridwert-Bestimmung wurden in einem frischen 

Eppendorfgefäß 114 µl Nematodenlysat mit 6 µl Nonidet-P40 versetzt (Endkonzentration: 5 % 

Nonidet-P40) und zweimal im Heizblock für 5 min auf 100 °C erhitzt, um das Herauslösen von 

Lipiden aus Membranfragmenten zu erreichen. Zwischen den Heizphasen wurde das Lysat auf RT 

abkühlen gelassen und homogenisiert. Es folgte ein Zentrifugationsschritt für 2 min und 21130 rcf 

bei RT, um Nematodenreste und Nematodenlysat zu fraktionieren. Das resultierende 

Nematodenlysat wurde schließlich für die Bestimmung der Triglyceridwerte verwendet. Dazu 
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wurden zwei verschiedene Triglycerid-Assay Kits verwendet, da während des Arbeitzeitraumes der 

Standard des einen Kits nicht mehr einwandfrei funktionierte und der Assay nicht verwendet 

werden konnte. Die Ursache wurde in einem Fehler in der Zusammenstellung der Kit-Komponenten 

durch den Hersteller vermutet, da ab einem bestimmten Zeitraum mehrere Kits unterschiedlicher 

Lots nicht funktionierten, und daher ein anderes Assay Kit verwendet werden musste. Beide 

Triglycerid-Assay Kits funktionierten nach dem gleichen biochemischen Prinzip, unterschieden sich 

jedoch in ihrer Messsensitivität. Daher war für das Assay Kit 1 (MAK266, Sigma-Aldrich) eine 

Nematodenzahl von 1600 Nematoden pro Probe ausreichend (Ansatz in 8-Well-Platten), welche 

1:10 verdünnt eingesetzt wurde und fluorimetrisch (λex = 535 nm/ λem = 590 nm) gemessen werden 

konnte. Das Assay Kit 2 (bestehend aus F6428, T2449 und G7793, Sigma-Aldrich) hingegen 

benötigte eine Nematodenzahl von mind. 4000 Nematoden pro Probe, bei der die kolorimetrische 

Messung bei (A570) mit unverdünnten Proben erfolgte. Der Triglycerid-Assay basiert auf einer 

2-stufigen enzymatischen Reaktion, mit der Umsetzung von mehrkettigen Glyceriden in Glycerol 

und freie Fettsäuren durch Zugabe einer Lipase und der Reaktion von Glycerol mit einem Substrat 

in ein kolorimetrisches bzw. fluorimetrisches Produkt. Der Assay erlaubt die Messung der 

Gesamtglycerol- sowie der freien Glycerolgehalte. Die Triglyceridgehalte wurden rechnerisch durch 

Subtraktion der beiden Glycerolgehalte ermittelt. Die Triglyceridwerte wurden anschließend pro 

Nematoden, pro Körpervolumen und pro Proteinmenge berechnet. Zur Bestimmung der 

Proteinmenge wurde das übrige Nematodenlysat ebenfalls zentrifugiert (2 min, 21130 rcf, RT) und 

der Überstand für die Proteinbestimmung mit dem DCTM Protein Assay Kit (Bio-Rad) verwendet.  

 

3.2.4 Körpergrößen- und Eizahlbestimmung  

Für die Durchlicht-Aufnahmen am ZOETM Fluorescent Cell Imager (20x/0,4-Objektiv, 

175x-Vergrößerung) (Bio-Rad) wurden 10 µl Nematodensuspension auf einen Objektträger 

pipettiert und mit einem Deckglas eingedeckelt. Weiterhin wurden die Durchlicht-Aufnahmen am 

Opera Phenix durchgeführt. Dazu wurden 9 µl Nematodensuspension, mit 5 – 10 Nematoden, und 

1 µl Natriumazid (NaN3, 100 mM) in eine 384-Well-Platte pipettiert (10 Wells pro Kondition). Nach 

kurzer Zeit waren die Nematoden paralysiert. Die Well-Platte wurde kurz auf höchster 

Geschwindigkeit (1350 rpm) auf einem Plattenschüttler geschüttelt, um die vollständige Benetzung 

des Well-Bodens mit der Flüssigkeit und eine gleichmäßige Verteilung der Nematoden, möglichst 

ohne Nematodenüberlappungen, zu gewährleisten. Die Aufnahme am Opera Phenix mit 

paralysierten Nematoden berücksichtigt im Gegensatz zu „eingedeckelten“ Nematoden auf 

Objektträgern, bei denen der Nematodenkörper leicht zusammengedrückt wurden, die Erhaltung 

der morphologischen Körperstrukturen für die anschließende Berechnung der Körpervolumina. Die 

konfokale Aufnahme erfolgte kurz nach der Zugabe von NaN3 mit dem 10x-Luftobjektiv (NA = 0,3) 

des Opera Phenix. Die Aufnahmen am Opera Phenix setzen sich aus neun Bildkacheln mit 5 %-iger 
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Überlappung zusammen, sodass für die Bestimmung der Körpergrößen ein Zusammenfügen der 

Bildkacheln notwendig war. Dazu diente das Programm „CombineTIFF“ von Norman Violet (BfR). 

Die nachfolgende Auswertung der zusammengesetzten Opera Phenix-Aufnahmen erfolgte 

schließlich mit dem „Wormdetector“ von Nils Körber (BfR). Dieses Programm erlaubte, basierend 

auf Deep Learning-Algorithmen, die automatisierte Erkennung und Ausmessung der 

Größenparameter Körperlänge und -fläche der Durchlicht-Aufnahmen vom Opera Phenix und 

ZOETM Fluorescent Imager. Die Berechnung des Körpervolumens wurde mittels der gemessenen 

Körperlängen und -flächen und der Volumenformel für einen Zylinder approximiert (siehe 

Abbildung 10 und Formel 1 – 3). Die intrauterine Eizahl pro Nematode wurde durch manuelle 

Auszählung anhand der ZOETM-Aufnahmen erfasst.  

 

 

Abbildung 10: Schematische Darstellung der Körpergrößenberechnung von C. elegans. 
Das Körpervolumen der Nematoden wird über die gemessene Körperlänge und gemessene -fläche und der 
mathematischen Volumenformel eines Zylinders berechnet. 

 

Das Volumen V eines Zylinders ergibt sich aus: 

𝑉 =
𝑑2∙ 𝜋

4
∙ 𝑙,    (Formel 1) 

mit Durchmesser d und der Länge l des Zylinders. Die detektierte Fläche A kann durch 

𝐴 = 𝑙 ∙  𝑑        ↔         𝑑 =  
𝐴

𝑙
  (Formel 2) 

genähert werden, sodass sich für das Volumen: 

𝑉 =
𝐴²∙𝜋

4 ∙𝑙
    (Formel 3) 

ergibt. 
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3.3 Charakterisierung von C. elegans-Fettphänotypen  

L1-Larven des Wildtypen und des transgenen C. elegans-Stammes LIU1 

(ldrIs1 [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)]) (CGC, Minnesota) wurden mit entweder 1x OP50 oder 4x 

OP50 gefüttert, um Phänotypen mit einem „mageren“ und einen „fetten“ Fettprofil zu generieren. 

Die Nematoden wurden wie zuvor in den definierten Konditionen der Flüssigkultur in ZKF oder 

8-Well-Platten für zwei oder drei Tage bei 20 °C gehalten. 

Zur Charakterisierung der beiden Fettphänotypen wurden folgende Parameter bestimmt: 

Körpergrößen, Anzahl der Eier (in utero), Triglyceridgehalte, die Anzahl, Größe und Dichte von lipid 

droplets, Fettsäuregehalte sowie -muster. 

 

3.3.1 Analyse intestinaler lipid droplets mittels hochauflösender Mikroskopie  

Für die Bestimmung der lipid droplets (LD) Anzahl, Größe und Dichte mittels hochauflösender 

Mikroskopie wurden drei Tage alte LIU1-Nematoden verwendet, die mit unterschiedlichen 

Futtermengen inkubiert wurden. LIU1-Nematoden weisen grün-fluoreszierende intestinale LD auf, 

die durch Kopplung des grün-fluoreszierenden Proteins GFP mit den ausschließlich im Darm 

vorkommenden LD-Oberflächenproteinen DHS-3 erzielt wurden (Liu et al., 2014). Durch die 

Färbung der LD mit einem andersfarbig fluoreszierenden, lipophilen Farbstoff ist die 

Differenzierung zwischen hypodermalen und intestinalen LD möglich, die zusätzlich für die LD-

Erkennung durch die Auswertesoftware notwendig war. Dazu wurde der fernrot-fluoreszierende 

Farbstoff HCS LipidTOXTM Deep Red Neutral Lipid Stain (Invitrogen), im Weiteren LipidTOXTM Deep 

Red genannt, genutzt. 

Für die Mikroskopie wurden drei Tage alte Nematoden (Ansatz in 8-Well-Platten) in ein 

15 ml Zentrifugenröhrchen überführt, zweimal mit ca. 10 ml kaltem M9-Puffer (4 °C) gewaschen 

(1300 g, 2 min, 4 °C) und mit 2 ml Modified Ruvkun's Witches Brew (MRWB)-Pufferlösung 

(MRWB-Puffer + 2 % Paraformaldehyd) für 1,5 h bei RT auf einem Schüttler fixiert. Es folgten drei 

Waschschritte mit 10 ml kaltem M9-Puffer (4 °C) (Zentrifugation bei 1300 g, 2 min, 4 °C) und 

anschließender Färbung mit LipidTOXTM Deep Red (1:1000 in M9-Puffer). Die Färbemethode wurde 

in vorangegangen Arbeiten in der Arbeitsgruppe bereits etabliert und optimiert. Bei nicht sofortiger 

Bild-Aufnahme konnten die Nematoden in der Färbelösung über mehrere Monate unter 

Lichtausschluss bei 4 °C gelagert werden. Für die Größenbestimmung wurden die Nematoden in 

einer 384-Well-Platte im Opera Phenix aufgenommen (siehe 3.2.4). Für die Analyse der LD wurden 

Nematoden auf einen mit einem Abstandshalter (SecureSealTM imaging spacers, 9 × 0,12 mm) 

präparierten High precision-Deckglas pipettiert und die Flüssigkeit vorsichtig mit einem 

Präzisionswischtuch (Kimtech Science) vollständig abgesaugt. 5 %-ige Agarose (SeaPlaque® GTG® 

Agarose in ddH2O) wurde in einem Heizblock auf 65 °C geheizt und anschließend für die 



Material und Methoden 

 

42   

Verwendung auf 40°C temperiert. Die Nematoden wurden durch Zugabe von 10 µl der 

temperierten 5 %-igen Agarose eingebettet und durch ein Deckglas eingeschlossen. Es folgte eine 

Aufnahme des anterioren Bereich des Darms (die ersten 4 – 6 Darmzellen direkt hinter dem 

Pharynx) mit dem 63x-Öl-Objektiv (NA = 1,4) des Airy Scan LSM 880 Mikroskops (Zeiss). Pro Versuch 

und Kondition wurden zehn Nematoden mit einem Ebenenabstand von 380 nm in DIC bei 

λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm (grüner Kanal) und bei λEx = 633 nm/ λEm = 692 nm (fernroter Kanal) 

aufgenommen. Mit Hilfe des Programms Imaris x.64 (Version 9.8.0) (Oxford Instruments) wurde 

eine maximale Projektion aller Ebenen für die 3D-Analyse erstellt. Um die Bildqualität für die LD-

Auswertung möglichst zu optimieren wurden die Aufnahmen prozessiert, wobei im grünen Kanal 

eine Hintergrundsubtraktion mit einer Filterbreite von 5,00 µm und ein Gauß-Filter mit einem Wert 

von 0,07 µm verwendet wurden. Im fernroten Kanal erfolgte eine Einstellung der 

Hintergrundsubtraktion auf 5,00 µm. Pro Nematode wurden anschließend zufällig drei Quader 

(100 × 100 × 25 Pixel = 698 µm³) in den Darmabschnitt direkt hinter dem Pharynx gelegt und die 

Anzahl der LD sowie die Volumina aller LD (in µm³) in diesen definierten Quadern bestimmt. Die 

Summe der LD-Volumina wurde durch die Multiplikation der mittleren LD-Volumina mit der 

mittleren LD-Anzahl pro Quader berechnet. Für die jeweilig bestimmten Parameter der drei 

ausgewerteten Quader wurde anschließend ebenfalls der Mittelwert gebildet. Für die Auswertung 

wurde für die Aufnahmen eine doppelte Verblindung vorgenommen.  

 

3.3.2 Fettsäure-Analyse mittels GC-MS  

Gaschromatographie-gekoppelte Massenspektrometrie (GC-MS) ist ein Verfahren der analytischen 

Chemie, welches die physikalischen Trennfähigkeiten der Gaschromatographie mit den 

Massenanalysefähigkeiten der Massenspektrometrie kombiniert (McLafferty, 1957, Quehenberger 

et al., 2011). Das Verfahren zeichnet sich durch besonders hohe Sensitivität und Spezifität aus und 

wird in der Analytik angewendet, um Einzelkomponenten in Gemischen zu identifizieren und zu 

quantifizieren (Quehenberger et al., 2011). Für die Analyse der Fettsäuren in C. elegans und den 

Eiern mit dieser Methode wurden Wildtypen mit entsprechender Futtermenge in 25 cm²-ZKF bei 

20 °C kultiviert. Am Tag 3 wurden die graviden7 Nematoden in je 15 ml Zentrifugenröhrchen 

überführt, zweifach mit kaltem M9 Puffer (4 °C) und zweifach mit kaltem ddH2O (4 °C) gewaschen 

(2 min, 1300 g, 4 °C). Vor der letzten Zentrifugation (2 min, 1300 g, 4 °C) wurden die Nematoden in 

10 ml Duran-Präparatengläser (Ø 16 x 100 mm, Glasgerätebau Ochs) überführt und der Überstand 

nach der Zentrifugation vollständig abgesaugt. Die Nematodenpellets wurden zur Vorbereitung der 

Analyse bei -80 °C eingefroren. Analog erfolgte auch das Einfrieren der Nematodeneier, die vor den 

Waschschritten mittels der egg prep. aus den Nematoden isoliert wurden (siehe 3.2.1.2.3). Die FS-

 
7 schwanger, einen Embryo in sich tragend 

https://www.dict.cc/deutsch-englisch/anterior.html
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Gehalte und -muster wurden in drei Tage alten Nematoden sowie in den Eiern gemessen. Für die 

Nematodenproben waren mindestens 4000 Nematoden und für die Eier-Proben 8000 Nematoden 

notwendig. Die Anzahl der Nematoden bzw. Eier in den Proben wurde durch die Auszählung von 

fünf 20 µl (für die Nematoden) oder fünf 5 µl Tropfen (für die Eier) vor dem Einfrieren noch einmal 

bestimmt. Für einen unabhängigen Versuch wurden jeweils Triplikate für die Bestimmung der 

Gesamtlipide und der Fettsäuren angesetzt. Zusätzlich wurden separat 2x 500 µl der eingesetzten 

OP50-Bakterien pelletiert (15 min, 4000 rpm, 4° C) und für die FS-Messung ebenfalls bei -80 °C 

eingefroren.  

Die Durchführung der Kultivierung sowie anschließender Messungen erfolgten vollständig durch 

PD Dr. Ralph Menzel (Humboldt Universität zu Berlin, HUB) und in Zusammenarbeit mit der HUB. 

Die Aufarbeitung der Proben und GC-MS-Analysen wurden von Rainer Nehring (Technischer 

Assistent an der HUB) nach dem Standardprotokoll der Arbeitsgruppe durchgeführt (Menzel et al., 

2018).  
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3.4 Orlistatbehandlung  

Das Testsystem mit „mageren“ (mit 1x OP50 gefüttert) und „fetten“ Nematoden (mit 4x OP50 

gefüttert) wurde für eine Substanztestung mit dem anti-diabetischen Pharmakon Orlistat 

verwendet. Orlistat ist ein selektiver und kompetitiver Lipasehemmer, der die Spaltung von 

Triglyceriden in Fettsäuren und Glycerol verhindert (Guerciolini, 1997, Ballinger und Peikin, 2002). 

Wildtypen oder LIU1-Nematoden wurden ab dem L1-Stadium für drei Tage in ZKF oder 8-Well-

Platten bei 20 °C kultiviert. Das Kultivierungsmedium mit OP50-Futterbakterien wurde mit Orlistat 

(Sigma-Aldrich) oder der Lösungsmittelkontrolle Dimethylsulfoxid (DMSO) (Sigma-Aldrich) 

angereichert. DMSO wird häufig als Lösungsmittel in in vivo- und in vitro-Systemen zur Applikation 

und Gewährleistung der chemischen Stabilität von Substanzen verwendet, da einige Substanzen 

nur eine geringe Wasserlöslichkeit aufweisen (Cheng et al. 2003, Santos et al, 2003). In mehreren 

Studien lösten DMSO-Konzentrationen ab 0,5 % diverse Wirkungen in C. elegans aus, die sich 

phänotypisch bspw. durch eine beeinträchtigte Beweglichkeit, verringerte pharyngeale Aktivität, 

Ausbildungen interner, membranartiger Einschlüsse und eine reduzierte Fruchtbarkeit und 

Nachkommenzahl oder auch einer verlängerten Lebensspanne ausprägten (Goldstein und 

Magnano, 1988, Boyd et al., 2010, Wang et al., 2010, Solis und Petrascheck, 2011, Frankowski et 

al., 2013, Calahorro et al., 2021).  

Im ersten Schritt wurden daher der Effekt von DMSO auf die untersuchten Parameter Körpergröße, 

Anzahl der intrauterinen Eier und Triglyceridgehalt der Nematoden geprüft. Die getesteten DMSO-

Konzentrationen lagen dabei zwischen 0,1 % und 2 % DMSO. Im zweiten Schritt erfolgte die 

Substanztestung mit 10 µM Orlistat und 0,2 % DMSO als Kontrolle. Die bestimmten Parameter 

umfassten die Messung der Körpergrößen, die Nile Red-Fluoreszenzintensitäten, die 

Triglyceridgehalte und die LD-Größe und -Dichte in adulten Nematoden. Die 

Gesamtfettsäuregehalte sowie FS-Muster wurden auch in diesem Versuch sowohl in adulten 

Nematoden, als auch in den Eiern in Triplikaten gemessen. 
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3.5 Mehrgenerationale Studien  

Im letzten Teil der Arbeit wurde die Weitergabe der Fettmetabolismus-assoziierten Effekte durch 

unterschiedliche Futtermengengaben der Elterngeneration an die Folgegenerationen untersucht. 

Die Bestimmung des Fettgehalts von drei Tage alten Wildtypen erfolgte ausschließlich über den 

Triglycerid-Assay. Die Auswahl der Futtermenge für die mehrgenerationalen Versuche wurde auf 

1x OP50 und 4x OP50 festgelegt. Für die Prüfung auf mehrgenerationale Effekte wurden 

Ausgangsnematoden genommen, die nach der Überführung aus der Agarplattenkultivierung über 

mindestens fünf Generationen 1x OP50 erhielten. Es wurden unterschiedliche Szenarien 

untersucht: die multigenerationale und die intergenerationale Effektvererbung.  

Für die multigenerationalen Effektstudien wurde die parentale Generation P0 entweder mit 

1x OP50 oder mit 4x OP50 gefüttert. Die Folgegenerationen der P0-Generationen (F1 – F3 bzw. 

F1 – F4) erhielten kontinuierlich jeweils die Futtermenge, die auch ihre jeweilige parentale 

Generation bekam.  

Für die Studie auf intergenerationaler Ebene erhielt die parentale Generation (P0) entweder 

1x OP50 oder 4x OP50, die jeweiligen F1-Generationen wurden wiederum entweder mit 1x OP50 

oder 4x OP50 gefüttert, sodass in beiden Fällen die Nachkommen die gleiche oder die 

gegensätzliche Futtermenge wie P0 erhielten (rechallenge). Zur Veranschaulichung sind die 

Expositionsszenarien in Abbildung 11 vereinfacht dargestellt. 

 

 

Abbildung 11: Schematische Darstellung der multi- und intergenerationalen Expositionsszenarien. 
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3.6 Statistische Analysen  

Die normalverteilten Daten der Körpergrößen, mittleren Fluoreszenzintensitäten, 

Gesamtfettsäuregehalte sowie Triglyceridgehalte (und zugehörige Gesamtglycerol und freie 

Glycerolmengen) wurden über einen t-Test für unverbundene Stichproben (Mann Whitney U-Test, 

p ≤ 0,05) analysiert. Für den Vergleich von mehreren Gruppen wurde die ANOVA für 

normalverteilte, unverbundene Stichproben angewandt (Kruskal Wallis-Test, p ≤ 0,05). 

Die Unterschiede in den Fettsäuregruppen unterschiedlich gefütterter Nematoden bzw. der Eier 

unterschiedlich gefütterter Nematoden wurden mit einem multiplen t-Test für unverbundene 

Stichproben bestimmt. Es erfolgte eine anschließende Korrektur für multiple Vergleiche über die 

Holm-Sidak-Methode. Die Statistikberechnungen und Diagrammdarstellungen erfolgten mit dem 

Programm Graphpad Prism (GraphPad Software Inc.).  

Die Daten aus den mehrgenerationalen Versuchen wurden in einem anderen statistischen Modell 

mit Berücksichtigung der Generation analysiert (Statistik von Matthias Steinfarth, BfR). Dazu diente 

ein lineares gemischtes Modell, für die die Funktion lme aus dem R-Package nlme verwendet wurde:  

y~ Futtermenge+Tag des Experiments*Generation+ε 

 

Die Futtermenge wurde als fester Effekt und die Kombination von Tag des Experiments und 

Generation als zufälliger, normalverteilter Effekt angesehen. ε repräsentiert die technische 

Störung. Die Signifikanzgrenze wurde für die bedingten t-Tests bei p ≤ 0,05 gesetzt.
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4 Ergebnisse  

4.1 Fettfärbung in C. elegans mit Nile Red  

4.1.1 Optimierung der Konzentration und Inkubationsdauer des Fixierungsmediums 
und der Nile Red-Färbelösung  

Nile Red (NR) ist ein gängiger Fluoreszenzfarbstoff, der für den Nachweis von lipophilen Strukturen 

in der Zellbiologie Verwendung findet und über die Jahre an großer Beliebtheit zur 

Ganzkörperfärbung von Modellorganismen, wie C. elegans, gewann, um Fettmetabolismus-

assoziierte Studien durchzuführen (Greenspan et al., 1985, Ashrafi et al., 2003, Wang et al., 2008, 

Elle et al., 2010, Pino et al., 2013, Mari et al., 2015, Escorcia et al., 2018). Aufgrund der einfachen 

und häufigen Anwendung wurde NR auch in dieser Studie für die quantitative Messung des 

Fettgehalts in C. elegans genutzt. Die Durchführung der Methode wird in der Literatur sehr 

uneinheitlich beschrieben, weswegen die Färbemethode zunächst etabliert und optimiert wurde. 

Die in der Literatur beschriebenen Konzentrationen variieren zwischen 40 – 60 % Isopropanol und 

die Inkubationszeiten zwischen 3 min – 30 min (Brooks et al., 2009, Soukas et al., 2009, Pino et al., 

2013, Hobro und Smith, 2017, Escorcia et al., 2018, Stuhr und Curran, 2020). Neben dem 

Fixierungsmittel wurden auch diverse NR-Konzentrationen zwischen 25 ng/ml – 1 g/ml und 

Inkubationszeiten zwischen 30 min – 120 min oder sogar über Nacht beschrieben, wobei die am 

häufigsten eingesetzte Konzentration 3 µg/ml NR betrug (Mak et al., 2006, Zhang et al., 2010a, Pino 

et al., 2013, Wählby et al., 2014, Ramírez-Castrillón et al., 2021). Basierend auf diesen Daten wurde 

Isopropanol in den Konzentrationen 20 %, 40 %, 60 %, 80 % und 85 % getestet. Die mikroskopische 

Beobachtung zeigte eine effektive Fixierung der Nematoden mit Konzentrationen 

> 40 % Isopropanol nach bereits fünf Minuten. Anschließend zur Fixierung wurde die Qualität der 

Färbung mit der gängigen Konzentration von 3 µg/ml NR in 40 %-igem Isopropanol überprüft und 

zusätzlich höhere Konzentrationen, im Einzelnen 5, 10 und 30 µg/ml NR in 40 %-igem Isopropanol, 

getestet. Die Ergebnisse zeigten weder für die unterschiedlichen NR-Konzentrationen, noch für die 

unterschiedlichen Inkubationszeiten von 30, 60, 90, 120, 150 oder 180 min Unterschiede in der 

Stärke der anschließend gemessenen Fluoreszenzsignale (Diagramm 1).  

 



Ergebnisse 

 

48   

 

Diagramm 1: Fluoreszenzintensitäten fixierter, adulter C. elegans-Wildtypen (N2) abhängig von der Nile Red-
Konzentration und -Inkubationsdauer. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 für drei Tage gefüttert und anschließend mit Isopropanol fixiert und mit unterschiedlichen 
Nile Red (NR)-Konzentrationen über unterschiedliche Inkubationszeiten gefärbt. Die Bild-Aufnahme erfolgte mit dem 5x-
Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die 
anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die dargestellten 
Datenpunkte repräsentieren jeweils die mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche) aus einem Versuch 
(N = 20 – 34 Nematoden) und sind angegeben in arbitrary units (a. u.). Statistik: Mittelwert ± Standardabweichung, 
Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05.  

 

Bei näherer Betrachtung der Bild-Aufnahmen der Nematoden fiel auf, dass die Eier in den 

Nematoden, die ebenfalls Fette enthalten, unterschiedlich starke oder gar keine Fluoreszenzsignale 

aufwiesen. Repräsentativ ist die variable Färbung der Eier nach der NR-Färbung anhand der 

Fluoreszenzaufnahme in Abbildung 12 gezeigt. Um eine ausreichende Fixierungsdauer für die 

Zugänglichkeit des Farbstoffs zu gewährleisten, wurde die Inkubationszeit von Isopropanol in 

Zusammenhang mit der NR-Färbung nochmals untersucht. Eine Verlängerung der Inkubationszeit 

von bis zu 120 min ergab jedoch keine Veränderung in der Fluoreszenzintensität der Eier. Zwei 

weitere Replikate ergaben ein ähnliches Ergebnis (nicht gezeigt). Basierend auf diesen Resultaten 

und den in der Literatur häufig angegebenen Fixierungszeiten wurde die Färbemethode für 

weiterführende Untersuchungen auf eine 40 %-ige Isopropanol-Fixierung für 15 min festgelegt und 

die Färbung mit 3 µg/ml NR-Färbelösung auf 30 min verkürzt.  
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Abbildung 12: Variable Färbung der Eier in einem Nile Red-gefärbten adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
Dargestellt ist ein adulter Nematode (mit 1x OP50 gefüttert) mit variabel gefärbten Eiern nach einer 120-minütigen 
Isopropanol-Fixierung (40 % Isopropanol) und einer 30-minütigen Nile Red (NR)-Färbung (3 µg/ml NR in 40% Isopropanol). 
Die Pfeile indizieren die unterschiedlich stark gefärbten Eier im Nematoden. Die Bild-Aufnahme erfolgte mit dem 63x-
Wasser-Objektiv (NA = 1,15) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm.  

 

4.1.2 Etablierung von Positivkontrollen für die Fettbestimmung in C. elegans  

4.1.2.1 Unspezifischer Fettphänotyp der Deletionsmutanten daf-2 und eat-2 in der 
Flüssigkulturhaltung  

Als Kontrolle für die NR-Färbung als Methode zur quantitativen Fettgehaltsbestimmung in 

C. elegans sollten die zwei Deletionsmutantenstämme daf-2 (e1370) und eat-2 (ad465) dienen, die 

im Vergleich zum Wildtypen (N2), im Weiteren nur Wildtyp genannt, einen entsprechend erhöhten 

(daf-2) bzw. verringerten (eat-2) Fettgehalt aufweisen (Avery, 1993, Brooks et al., 2009, O'Rourke 

et al., 2009, Bar et al., 2016). Diese zwei charakteristischen Fettphänotypen der Deletionsmutanten 

sollten mit der NR-Färbemethode als Kontrollen identifiziert werden. 

Bei der mikroskopischen Betrachtung der Nematoden fiel bereits auf, dass daf-2-defiziente 

Nematoden verglichen zum Wildtyp nach drei Tagen in Flüssigkultur nicht adult waren, sondern 

lediglich das L4/Jungadult-Stadium erreichten. Eat-2-defiziente Nematoden hingegen, die einen 

verringerten Fettgehalt aufweisen sollten, waren nach drei Tagen adult, zeigten in Durchlicht-

Aufnahmen einen dunkleren erscheinenden Darm und trugen deutlich mehr Eier als die Wildtypen. 

Ein linearer Zusammenhang zwischen einem dunkler erscheinenden Darm unter der 

Durchlichtbeleuchtung und dem Fettgehalt der Nematoden wurde in einigen Studien beschrieben 

(Kenyon et al., 1993, Apfeld und Kenyon, 1998, McKay et al., 2003, Avery und You, 2012). Unter 

dieser Annahme deuteten die mikroskopischen Beobachtungen auf gegensätzliche Fettphänotypen 

der Deletionsmutanten hin, die durch repräsentative Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent 

Imager) in Abbildung 13 verdeutlicht werden. Darüber hinaus ist anzumerken, dass die Wildtypen 

nach dreitägiger Kultivierung Eier im Komma- oder Bretzelstadium aufwiesen (Abbildung 13). 
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Abbildung 13: Durchlicht-Aufnahmen von drei Tage alten C. elegans-Wildtypen (N2), daf-2 (e1370)- und eat-2 (ad465)-
Deletionsmutanten. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 für drei Tage gefüttert. Abgebildet sind repräsentative Aufnahmen des Wildtyps und der 
Deletionsmutanten, die Unterschiede im Entwicklungsstadium (Nematoden und Eier) und im Erscheinungsbild des Darms 
verdeutlichen. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) 
(Bio-Rad). 
 

Die anschließende Überprüfung der Fettgehalte mit der NR-Färbung wurde sowohl für zwei 

Tage (2 d) als auch drei Tage (3 d) alte Nematoden im Hochdurchsatzsystem (Opera Phenix) durch-

geführt, welches zusätzlich die Messung der Körperfläche erlaubte. Nach zwei Tagen wiesen daf-2-

defiziente Nematoden eine signifikant größere (20195 ± 3054 µm²) und eat-2-defiziente Nemato-

den eine signifikant kleinere Körperfläche (15086 ± 3478 µm²) im Vergleich zu den Wildtypen 

(18451 ± 2850 µm²) auf (Diagramm 2 A). Anhand der Fluoreszenzintensitäten nach der NR-Färbung 

konnte kein signifikanter Unterschied im Fettgehalt zwischen daf-2-defizienten Nematoden und 

den Wildtypen nachgewiesen werden, in eat-2-defizienten Nematoden hingegen zeigte sich ein 

erhöhter Fettgehalt mit Fluoreszenzwerten von 1704 ± 360 arbitrary units (a. u., im Deutschen 

„willkürliche Einheit“) im Gegensatz zu 1111 ± 164 a. u. der Wildtypen (Diagramm 2 A). Am dritten 

Tag war zwischen daf-2-defizienten Nematoden und den Wildtypen kein Unterschied mehr in der 

Körperfläche zu beobachten, der Fettgehalt in daf-2-defizienten Nematoden war marginal, aber 

signifikant höher als in den Wildtypen (Diagramm 2 B). Der Vergleich der beiden C. elegans-Stämme 

nach dreitägiger Fütterung ist jedoch kritisch zu betrachten, da aufgrund der auftretenden 

Entwicklungsverzögerung, daf-2-defiziente Nematoden im Gegensatz zu den Wildtypen nicht adult 

waren (siehe Abbildung 13). Der erhöhte Fettgehalt von eat-2-defizienten Nematoden, der bereits 

nach zwei Tagen beobachtet wurde, war auch nach drei Tagen noch ersichtlich und ging zusätzlich 

mit einer erhöhten Körperfläche einher. Diese waren von eat-2-defizienten Nematoden nach drei 

Tagen signifikant höher (35190 ± 5718 µm²) als die der Wildtypen (25358 ± 2396 µm²), mit 

entsprechenden Fluoreszenzwerten von 1253 ± 223 a. u. (eat-2-defiziente Nematoden) und 

824 ± 118 a. u. (Wildtyp). Die Vergrößerung der Körperflächen resultierte u. a. aus einer erhöhten 

Eizahl der Nematoden, die in den Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) bereits 

beobachtet wurde (Diagramm 2 B). Durch die auftretende Retardierung in daf-2-defizienten 

Nematoden und der Fettphänotypen beider Deletionsmutanten, die sich in der Flüssigkulturhaltung 

ausprägten und sich von den in der Literatur beschriebenen Fettphänotypen deutlich 

unterschieden, konnten die Deletionsstämme für weitere Untersuchungen des Fettgehalts in 

C. elegans nicht verwendet werden.  
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Diagramm 2: Körperflächen und Fettgehalte von zwei und drei Tage alten C. elegans-Wildtypen (N2), 
daf-2 (e1370)- und eat-2 (ad465)-Deletionsmutanten. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 für zwei (A) oder drei Tage (B) gefüttert. Nach der Nile Red-Färbung von fixierten 
Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer 
Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software Harmony 
(PerkinElmer). Die dargestellten Datenpunkte repräsentieren jeweils die Körperfläche pro Nematode und die mittlere 
Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch 
(A: N = 218 – 305 Nematoden, B: N = 124 – 232 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann 
Whitney U-Test, *p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

 

4.1.2.2 Glucose-induzierte Fettgehaltserhöhung und Retardierung in C.  elegans  

Als alternative Positivkontrolle zu den Deletionsmutanten wurden die Wildtypen zusätzlich zu den 

Futterbakterien mit Glucose gefüttert, mit dem Ziel einen erhöhten Fettgehalt zu induzieren. In 

unterschiedlichen Studien konnte bereits gezeigt werden, dass Glucose-behandelte Wildtypen 

einen höheren Fettgehalt aufwiesen (Zhu et al., 2010, Garcia et al., 2015, Mejia-Martinez et al., 

2017, Alcántar-Fernández et al., 2018, Seo et al., 2018, Lin et al., 2019). Diese Studien basierten auf 

der Kultivierung der Nematoden auf OP50-bestrichenen Agarplatten, die mit Glucose 

supplementiert waren. Die Reproduzierbarkeit der beschriebenen Glucose-Effekte in C. elegans 

war in dieser Arbeit zunächst in der Flüssigkultur zu zeigen. Die in der Literatur angegebenen 
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Testkonzentrationen variieren dabei zwischen 5,5 – 555 mM Glucose im NGM-Agar (Schlotterer et 

al., 2009, Nomura et al., 2010, Tauffenberger et al., 2012, Garcia et al., 2015, Mejia-Martinez et al., 

2017, Alcántar-Fernández et al., 2018). Im Rahmen dieser Arbeit wurde jedoch zur Etablierung der 

Glucose-Fütterung in Flüssigkultur ergänzend ein breiteres Konzentrationsspektrum im 

Niedrigdosis-Bereich ab 1 µM Glucose getestet. Synchronisierte L1-Larven erhielten über den 

beobachteten Zeitraum von zwei, drei oder vier Tagen 1x OP50 und Glucose-Konzentrationen 

zwischen 1 µM und 100 mM, von denen anschließend die Körperflächen und Fettgehalte mit der 

NR-Färbemethode bestimmt wurden.  

Die im Folgenden aufgeführten Resultate der Glucose-Testung mit unterschiedlichen, aber 

teilweise überlappenden Konzentrationen wurden individuell dargestellt, da im Rahmen der 

Etablierungsphase der Färbemethode die mikroskopischen Aufnahmeeinstellungen in den 

einzelnen Versuchen angepasst wurden, sodass die absoluten Fluoreszenzwerte von mehreren 

unabhängigen Experimenten nicht zusammengefasst dargestellt werden konnten. Nach 

zweitägiger Kultivierung der Nematoden mit 1x OP50 und 1 µM - 10 mM Glucose, waren die 

Nematoden mit einer Glucose-Zugabe ab 1 mM deutlich kleiner und hatten unter 

Durchlichtbeleuchtung einen dunkler erscheinenden Darm als die Kontrollnematoden 

(mikroskopische Beobachtung, Abbildung 14). Bei mikroskopischer Betrachtung der 

Gesamtpopulation war bereits zu vermerken, dass die Fütterung von 10 mM Glucose zu einer 

ausgeprägten asynchronen Entwicklung der Population mit unterschiedlichen Larvenstadien 

führte, was auf eine verzögerte Entwicklung der Nematoden durch Glucose hindeutete. 

 

  

   

Abbildung 14: Durchlicht-Aufnahmen von C. elegans-Wildtypen (N2) nach zweitägiger Glucose-Fütterung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für zwei Tage (2 d) gefüttert. Abgebildet sind repräsentative 
Nematoden der Glucose-Populationen nach zweitägiger Kultivierung. 10 mM Glucose-Nematoden weisen 
lichtmikroskopisch eine verringerte Körpergröße auf. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager 
(20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad).  
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Die Aufnahme einer größeren Nematodenzahl im Hochdurchsatzsystem bestätigte die 

mikroskopisch beobachtete Heterogenität innerhalb der Populationen und zeigte, dass bereits 

100 µM Glucose eine hohe Varianz der Körpergröße nach zwei Tagen hervorrief (Diagramm 3). 

Lediglich 10 µM Glucose verursachten keine Störung im Körperwachstum der Nematoden, führten 

jedoch zu einer marginalen, aber signifikanten Fetterhöhung (Diagramm 3). Die Anzucht bei 

zunehmender Glucose-Konzentration brachte jeweils mehr kleine Nematoden und eine breitere 

Streuung der Entwicklungsstadien innerhalb einer jeweils gleich behandelten Population hervor 

(Diagramm 3). Die mittlere Körperfläche reduzierte sich von 16717 ± 2178 µm² (Kontrolle) auf 

13099 ± 3689 µm² (1 mM Glucose) bzw. auf 10448 ± 4330 µm² (10 mM Glucose) (Diagramm 3). Im 

Vergleich zur Kontrollpopulation mit synchronisierten L4-Larven, bestand die 1 mM Glucose-

gefütterte Population zu ca. 30 % aus L1 – L3-Larven (< 11000 µm³ Körperfläche), die 

10 mM Glucose-gefütterte Population sogar zu ca. 44 % aus L1 – L3-Larven. Unabhängig von den 

unterschiedlichen Larvenstadien, indizierten tendenziell erhöhte Fluoreszenzsignale nach der NR-

Färbung im Mittel höhere Fettgehalte für Nematoden mit einer Glucose-Behandlung ab 10 µM 

(Diagramm 3). 

 

 

Diagramm 3: Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach 
zweitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für zwei (2 d) Tage gefüttert. Nach der Nile Red-Färbung von 
fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in 
einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software 
Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere 
Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch (N = 41 – 140 
Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05.  

 

Nach dreitägiger Anzucht im Glucose-angereicherten Flüssigmedium war der Effektunterschied in 

der Körpergröße erst in 10 mM Glucose-Nematoden zu beobachten (Diagramm 4 A). Trotz 

insgesamter Retardierung war vor allem eine deutliche Aufspaltung der Gesamtpopulation der mit 

10 mM Glucose gefütterten Nematoden in zwei Subpopulationen auffällig, die sich zu 47 % aus 

nicht-adulten und zu 53 % aus adulten Nematoden (Cut-off bei ≥ 20000 µm² Körperfläche) 
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zusammensetzten (Diagramm 4 A). Die Fluoreszenzmessung zeigte auch in drei Tage alten 

Nematoden mit steigenden Glucose-Konzentrationen ab 100 µM signifikant höhere Signalwerte, 

mit selektiver Betrachtung der normal-entwickelten Adulten aus der 10 mM Glucose-behandelten 

Population (Diagramm 4 A). Zur besseren Veranschaulichung der Glucose-induzierten 

Fetterhöhung sind die Körperflächen und zugehörigen Fluoreszenzwerte der ausschließlich adulten 

Nematoden im Diagramm 4 B gezeigt. Die Darstellung dieser Nematoden zeigte eine signifikante 

Zunahme der Fettgehalte ab 100 µM Glucose, welche sich mit 10 mM Glucose mit mittleren 

Fluoreszenzwerten von 759 ± 85 a. u. (Kontrolle) auf 1300 ± 139 a. u. nahezu verdoppelte 

(Diagramm 4 B). Repräsentative Aufnahmen von ausschließlich ausgewählten Adulten der 

jeweiligen Kultivierungskondition sind in Abbildung 15 dargestellt. 

 

 

 

Diagramm 4: Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach 
dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für drei Tage (3 d) gefüttert. Nach der Nile Red-Färbung von 
fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in 
einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software 
Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere 
Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), der Gesamtpopulation (A) und 
von selektierten Adulten (Cut-off bei ≥ 20000 µm² Körperfläche) (B) aus einem Versuch (Gesamtpopulation: N = 64 – 138 
Nematoden, selektierte Adulte: N = 52 – 89 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-
Test, *p ≤ 0,05. 
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Abbildung 15: Durchlicht-Aufnahmen von C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger Glucose-Fütterung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für drei Tage (3 d) gefüttert. Abgebildet sind 
repräsentative Glucose-behandelte Nematoden der selektierten, adulten Subpopulation, in denen der Fettgehalt 
bestimmt wurde. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 
175x-Vergrößerung) (Bio-Rad). 

 

Weitergehend wurde der Einfluss der Glucose-Supplementierung auf den Fettgehalt der 

Nematoden auch nach vier Tagen untersucht, um zu überprüfen, ob entwicklungsverzögerte 

Nematoden am Folgetag das Adultstadium erreichten. Aufgrund des inhibierenden Effektes von 

Glucose auf die Entwicklung der Nematoden und der entstehenden Mischpopulation, wurden 

im Weiteren lediglich adulte Nematoden der zuvor dreitägig bzw. viertägig mit Glucose 

kultivierten Populationen dargestellt. Die Daten der jeweiligens Gesamtpopulationen sind dem 

Anhang zu entnehmen. Die Anzahl adulter Nematoden in den heterogenen Populationen bei 

>100 µM Glucose war am Tag 4 zwar höher, jedoch wurden nicht alle Nematoden adult 

(siehe Anhang). Der Anteil nicht-adulter Nematoden nach dreitägiger Kultivierung mit 

10 mM Glucose beispielsweise reduzierte sich am Folgetag von 47 % auf 24 % der 

Gesamtpopulation (siehe Anhang). Zusätzlich ist anzumerken, dass nach vier Tagen einige, 

bereits im Kultivierungsmedium geschlüpften L1-Larven der Folgegeneration mit adulten 

Nematoden überlappten und bei der automatisierten Auswertung der Körperflächen adulter 

Nematoden miterfasst wurden, sodass die gemessenen Körperflächen möglicherweise 

geringfügig überschätzt wurden. Da die Überlappung mit geschlüpften L1-Larven gleichermaßen 

in allen Populationen am vierten Kultivierungstag auftrat, wurde dieser Faktor bei der 

Auswertung vernachlässigt. Davon abgesehen, zeigten die Adulten nach viertägiger Kultivierung 

ähnliche Glucose-Effekte wie nach drei Tagen mit signifikanter Zunahme der Körperfläche um 

das 1,5-fache bei 10 mM Glucose und der Fettgehalte um das 1,2 – 1,9-fache ab 100 µM Glucose 

(Diagramm 5).  
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Diagramm 5: Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach 
viertägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für vier Tage (4 d) gefüttert. Nach der Nile Red-Färbung 
von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix 
(PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte 
mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die 
mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), von selektierten 
Adulten (Cut-off bei ≥ 20000 µm² Körperfläche) aus einem Versuch (N = 66 – 103 Nematoden). 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05.  

 

Bei näherer mikroskopischer Betrachtung der vier Tage alten Nematoden anhand von 

Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager), zeigte sich das Auftreten von BOW durch 

das vorzeitige Schlüpfen von L1-Larven im Körper einiger Kontrollnematoden, als auch der mit 

Glucose gefütterten Populationen (1 µM – 1 mM Glucose) (siehe Abbildung 16). In der 

10 mM Glucose-Kultur hingegen wiesen die wenigen, zu Adulten entwickelten Nematoden kein 

BOW auf, jedoch ließen sich in der Kultur zusätzlich zu den retardierden Nematoden auch viele 

tote Nematoden beobachten (mikroskopische Beobachtung). Zudem konnte in der 

10 mM Glucose-Kultur, im Gegensatz zu den anderen Kulturen, weiterhin eine Trübung des 

Kultivierungsmediums festgestellt werden, die ein Indikator für das Vorhandensein von 

Bakterien ist, und eine höhere Bakteriendichte indizierte. Da in utero geschlüpfte L1-Larven sich 

von den Nematoden ernähren, sind der Fettgehalt und die Viabilität der Nematoden beeinflusst, 

weswegen folglich die Betrachtung der Glucose-Effekte auf die Fettgehalte der Nematoden nach 

viertägiger Kultivierung nicht sinnvoll war.  
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Abbildung 16: Durchlicht-Aufnahmen von C. elegans-Wildtypen (N2) mit BOW nach viertägiger Glucose-Fütterung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für vier Tage (4 d) gefüttert. Abgebildet sind repräsentative 
Glucose-behandelte Nematoden der jeweiligen adulten Subpopulationen. Adulte, Glucose-behandelte Nematoden 
wiesen in utero geschlüpfte L1-Larven auf, auch als bag of worms (BOW) bezeichnet, mit Ausnahme der 10 mM Glucose-
behandelten Adulten, die gelb markiert sind. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-
Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad).  

 

Die Wirkung von Glucose wurde im darauffolgenden Versuch im Hochdosisbereich (Millimolar-

Bereich ab 1 mM Glucose) nochmals untersucht, mit Berücksichtigung einer weiteren 

Konzentration (2 mM Glucose), um die Wirkung im Millimolar-Bereich engmaschiger und die zuvor 

erhaltenen Ergebnisse auf ihre Reproduzierbarkeit zu prüfen. Die Wachstumsverzögerung, die 

zuvor nach zweitägiger Kultivierung mit 1 mM Glucose zu einer breiten Streuung der 

Entwicklungsstadien in der Nematodenpopulation führte, wurde in diesem Versuch weiterhin 

bestätigt (Diagramm 6). Der Glucose-Effekt prägte sich am zweiten Kultivierungstag durch die 

Abgrenzung der retardierten Nematoden von den normal-entwickelten Nematoden in zwei 

deutliche Subpopulationen aus, die zuvor erst bei 10 mM Glucose beobachtet wurde (Diagramm 6 

und Diagramm 3). Darüber hinaus führten 2 mM und 10 mM Glucose zu einer massiven 

Wachstumsinhibierung der Nematoden, sodass sich rund 70 % der Gesamtpopulation noch im 

L1/L2-Stadium befanden (Cut-off bei < 7600 µm²Körperfläche) (Diagramm 6). Durch die 

resultierende Mischpopulation waren die entsprechenden Fluoreszenzintensitäten der 

Populationen ebenfalls breit gestreut (Diagramm 6). 
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Diagramm 6: Hochdosis-Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach zweitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 mM, 2 mM oder 10 mM Glucose für zwei Tage (2 d) gefüttert. Nach der Nile Red-
Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix 
(PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit 
der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere 
Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch 
(N = 142 – 214 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05. 

 

Nach dreitägiger Kultivierung war ähnlich wie im Vorversuch kein signifikanter Unterschied in der 

Körperfläche zwischen adulten Kontrollnematoden (30472 ± 6464 µm²) und selektierten adulten 

mit 1 mM Glucose-gefütterten Nematoden (30220 ± 6987 µm²) zu beobachten (Diagramm 7). 

Adulte, mit 2 mM und 10 mM Glucose gefütterte Nematoden hingegen waren signifikant größer als 

die Kontrollnematoden (38203 ± 9442 µm² und 35113 ± 8178 µm² Körperfläche). Die adulten, im 

Hochdosisbereich gefütterten Glucose-Nematoden zeigten eine signifikante Erhöhung des 

Fettgehalts in linearer Abhängigkeit von der Glucose-Konzentration, die bei 10 mM Glucose nahezu 

eine Verdopplung des Fettgehaltes bewirkte (Diagramm 7). Die mittleren absoluten 

Fluoreszenzintensitäten der adulten Nematoden erhöhten sich dabei von 1036 ± 173 a. u. 

(Kontrolle) auf 1930 ± 486 a. u. (10 mM Glucose). Die 2 mM und 10 mM Glucose-Fütterung 

brachte in diesem Ansatz deutlich weniger adulte Nematoden hervor, die die signifikante Glucose-

induzierte Wachstumsinhibierung der Nematoden widerspiegelte, die bereits nach zwei Tagen 

ersichtlich war (Diagramm 7 und Diagramm 6).  
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Diagramm 7: Hochdosis-Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach dreitätiger Kultivierung (selektierte Adulte). 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 mM, 2 mM oder 10 mM Glucose für drei Tage (3 d) gefüttert. Nach der Nile Red-
Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix 
(PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit 
der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere 
Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), von selektierten Adulten 
(Cut-off bei ≥ 20000 µm² Körperfläche) aus einem Versuch (N = 27 – 90 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standard-
abweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05. 

 

Auf der Basis der beobachteten linearen Fetterhöhung mit zunehmenden Glucose-

Konzentrationen, wurden weitere Glucose-Konzentrationen im Hochdosisbereich getestet, um die 

Möglichkeit einer weiteren Steigerung des Fettgehalts im Nematoden zu prüfen. Eine stetige 

Wachstumsinhibierung zeigte sich mit Konzentrationen von 5 mM und 100 mM Glucose (Diagramm 

8), die deutlich stärker ausgeprägt war, als mit zuvor getesteten Konzentrationen und 

reproduzierbar zu beobachten war (n = 7, nicht gezeigt). Mit Vergrößerung der mittleren 

Körperflächen adulter Nematoden um 16 – 22 % mit der 5 mM und 100 mM Glucose-Behandlung, 

erhöhten sich die Fettgehalte signifikant um das ca. 2-fache mit Fluoreszenzsignalen von 

765 ± 84 a. u. (Kontrolle) auf 1413 ± 186 a. u. (5 mM Glucose) bzw. 1307 ± 195 a. u. 

(10 mM Glucose) (Diagramm 8). Dabei war zwischen der 5 mM und 100 mM Glucose-Fütterung 

kein Unterschied in der Fetterhöhung der Nematoden zu erkennen.  
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Diagramm 8: Hochdosis-Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach dreitägiger Kultivierung (selektierte Adulte). 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 5 mM oder 100 mM Glucose für drei Tage (3 d) gefüttert. Nach der Nile Red-Färbung 
von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix 
(PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit 
der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere 
Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), von selektierten Adulten (Cut-
off bei ≥ 20000 µm² Körperfläche) aus einem Versuch (N = 57 – 282 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standard-
abweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05. 

 

Zusammenfassend zeigten sich Konzentrations-abhängige Glucose-Effekte, vorwiegend im 

Hochdosisbereich (im Millimolar-Bereich), die zu einer Körpervergrößerung der Nematoden und 

einer gesteigerten Fettakkumulation führten. Dabei prägte sich der Effekt auf beide Parameter 

lediglich in vereinzelten Nematoden aus, da hohe Glucose-Mengen eine zusätzliche, signifikante 

Wachstumsinhibierung eines Großteils der Population bewirkten. Der Wachstums-inhibierende 

Effekt von Glucose war bereits während der Nematodenentwicklung zu beobachten, die nach 

zweitägiger Kultivierung mit 100 µM Glucose bereits zu einer breiten Streuung der 

Entwicklungsstadien führte und sich ab 1 mM Glucose signifikant ausprägte (Diagramm 3). Bei 

selektiver Betrachtung ausschließlich adulter Nematoden konnte ab 2 mM Glucose eine 

signifikante Körperflächenvergrößerung beobachtet werden, während sich der Fettgehalt mit 

zunehmenden Konzentrationen bereits ab 100 µM Glucose signifikant erhöhte (Diagramm 6 und 

Diagramm 3). Die Fettzunahme bei 5 mM Glucose prägte sich in einer Verdopplung des Fettgehaltes 

der Kontrolle aus, welches mit höheren Glucose-Konzentrationen nicht darüber hinaus steigerbar 

war (Diagramm 7 und Diagramm 8). Der beobachtete BOW-Phänotyp bei prolongierter Kultivierung 

der Nematoden für vier Tage, ließ auf einen Nahrungsmangel schließen, weshalb die Futtermenge 

bei der Glucose-Fütterung in einem weiteren Versuch zusätzlich erhöht wurde (2x OP50 und 

4x OP50, nicht gezeigt). Mit dieser Futtermengenerhöhung war die Wachstumsinhibition in den 

Nematoden jedoch stärker ausgeprägt und brachte kaum adulte Nematoden hervor, sodass die 

Futtermengenerhöhung nicht zielführend war. Aufgrund der signifikanten Wachstumsinhibierung 

und gering generierten Anzahl adulter Nematoden, stellten sich durch Glucose generierte, fette 
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Nematoden als ungeeignet heraus, um als Positivkontrolle für die Untersuchungen des Fettes in 

C. elegans mit der NR-Färbemethode im Hochdurchsatzsystem durchzuführen.  

 

4.1.2.3 Hunger-induzierte Veränderung des Fettgehalts in C. elegans  

Als Positivkontrolle für den Fettnachweis in C. elegans mit der NR-Färbemethode war es notwendig, 

C. elegans mit einem geringen Fettprofil zu generieren. Dazu wurden die Nematoden einer 

Hungerphase ausgesetzt, mit dem Ziel den Fettabbau in den Nematoden zu induzieren. Diese 

Hypothese wurde in einigen Studien durch die Induktion einer Hungerphase zwischen 2 – 24 h in 

verschiedenen Larvenstadien durch unterschiedliche Nachweismethoden bestätigt (McKay et al., 

2003, Aarnio et al., 2011, Lee et al., 2014, Webster et al., 2017). Da sich diese Daten jedoch auf die 

Plattenkultivierung stützten, wurde auch in diesem Teil der Arbeit die Induzierbarkeit des 

Fettabbaus durch eine eingeleitete Hungerphase in Nematoden in Flüssigkultur mit der NR-Färbung 

überprüft. Zunächst wurde der Fettgehalt von Wildtypen bestimmt, die zuvor 1x OP50 erhielten 

und im L4- (zwei Tage alt) oder Adultstadium (drei Tage alt) entweder für 6 h oder 24 h hungern 

gelassen wurden. Im ersten Ansatz zeigten mikroskopische Beobachtungen keinen Einfluss auf die 

Entwicklung von L4-Nematoden, die eine 24 h-Hungerphase erfuhren. Diese Nematoden erreichten 

nach der Hungerphase (Tag 3) trotz fehlendem OP50 das Adultstadium (mikroskopische 

Beobachtung). Dabei war die mittlere Körperfläche der gehungerten Nematoden mit 

24633 ± 2825 µm² signifikant, aber nur geringfügig kleiner als die der Kontrollnematoden mit 

27522 ± 2911 µm² (Diagramm 9), jedoch korrelierte dieser Unterschied mit einer geringeren Eizahl 

im Nematodenleib, der möglicherweise auf eine Wachstumsverzögerung hinwies (mikroskopische 

Beobachtung). Die 24 h-gehungerten Nematoden wiesen dabei jedoch höhere Fettgehalte auf, als 

die Kontrollnematoden mit Fluoreszenzwerten von 971 ± 123 a. u. (24 h gehungert) gegenüber 

765 ± 84 a. u. (Kontrolle). 
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Diagramm 9: Effekte einer 24 h-Hungerphase auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) 
im L4 Stadium. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 für zwei Tage gefüttert und anschließend einer 24-stündigen Hungerphase ausgesetzt. 
Nach der Nile Red-Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des 
Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung 
erfolgte mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und 
die mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch 
(N = 221 – 282 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05. 

 

Im nächsten Schritt wurden ausschließlich adulte Nematoden einer Hungerphase ausgesetzt, um 

entwicklungsspezifische Faktoren, die vom Fett- bzw. Energiehaushalt abhängig sind, 

auszuschließen. Adulte Nematoden, die 6 h hungern gelassen wurden, zeigten im Vergleich zur 

Kontrolle keinen Unterschied in ihrer Körpergröße (27000 – 28000 µm² Körperfläche), aber eine 

leichte Erhöhung im Fettgehalt auf (um ca. 9 %) (Diagramm 10 A). Eine längere Hungerphase von 

24 h führte ebenfalls mit übereinstimmenden Körperflächen (ca. 27000 µm² Körperfläche) zu 

keiner Beeinflussung der Nematodenentwicklung (Diagramm 10 B). Der Fettgehalt der gehungerten 

Nematoden erhöhte sich hingegen um 22 % im Gegensatz zu den nicht gehungerten Kontrollen 

gleichen Alters (Diagramm 10 B). 
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Diagramm 10: Effekte einer 6 h- bzw. 24 h-Hungerphase auf die Körperfläche und den Fettgehalt von 
C. elegans-Wildtypen (N2) im Adultstadium. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 für drei Tage gefüttert und anschließend einer 6-stündigen (A) oder 24-stündigen (B) 
Hungerphase ausgesetzt. Nach der Nile Red-Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-
Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die 
anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte 
repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), 
angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch (A: N = 73 – 88 Nematoden, B: N = 48 – 85 Nematoden). 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Mit den Resultaten der vorangegangenen Versuche, konnte eine Verringerung des Fettgehalts 

durch die Induktion einer Hungerphase mit der NR-Färbung nicht gezeigt werden. Stattdessen 

indizierten die Fluoreszenzintensitäten erhöhte Fettgehalte. Nach drei Tagen ließ die kaum mehr 

vorhandene Trübung des Kultivierungsmediums das Fehlen bzw. den bereits vollständigen Verzehr 

von OP50 durch die Nematoden vermuten. Aus der Beobachtung wurde die Hypothese abgeleitet, 

dass die Nematoden nach drei Tagen möglicherweise nicht ausreichend Futter hatten, weswegen 

eine Verringerung des Fettgehalts nicht mehr möglich und dementsprechend mit der NR-

Färbemethode nicht zu detektieren war. Auf dieser Grundlage wurden parallel zu den 1x OP50-

gefütterten Nematoden, Nematoden mit einer höheren Futtermenge gefüttert (4x OP50) und 

zunächst adulte Nematoden beider Populationen einer Hungerphase von 6 h bzw. 24 h ausgesetzt. 
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Nach drei- und viertägiger Kultivierung mit der 4-fachen OP50-Menge war das Vorhandensein von 

Bakterien anhand der Trübung des Kultivierungsmediums weiterhin zu erkennen. Eine 6-stündige 

Hungerphase zeigte Durchlicht-mikroskopisch keine Auffälligkeiten der Nematoden bezüglich ihrer 

Größe oder Darmpigmentierung (mikroskopische Beobachtung). Mit der NR-Färbung war für die 

6 h-Hungerphase für beide Futtermengen weder ein Einfluss auf die Körperfläche (ca. 30500 µm² 

bzw. 55000 µm²), noch auf den Fettgehalt (ca. 800 a. u. bzw. 1000 a. u.) der adulten Nematoden zu 

beobachten (Diagramm 11 A). Auch die 24-stündige Hungerphase induzierte keine Veränderung in 

den beiden Parametern der 1x OP50-gefütterten Nematoden (Diagramm 11 A). Die 24 h 

gehungerten, zuvor mit 4x OP50 gefütterten Nematoden hingegen waren signifikant kleiner und 

hatten einen geringeren Fettgehalt als die Kontrolle (Diagramm 11 A). Dabei führte die 24 h-

Hungerphase zu einer Reduktion der Körperfläche von 65524 ± 6370 µm² (Kontrolle) zu 

41231 ± 12584 µm² (24 h gehungert) und der entsprechenden Fluoreszenzwerte von 612 ± 77 a. u. 

zu 491 ± 48 a. u. Die Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) zeigten zum einen, dass die 

kleineren Körperflächen unter anderem auf eine geringere Eizahl zurückzuführen war, und zum 

anderen, dass eine Hungerphase von 24 h (Tag 4) von zuvor mit 1x OP50 und 4x OP50 gefütterten 

Nematoden, das vorzeitige Schlüpfen der L1-Larven in utero (BOW) verursachte (Abbildung 17). Ein 

Unterschied in den Fettgehalten von Nematoden unterschiedlicher Futtermengen mit ähnlichen 

Fluoreszenzwerten um die 620 a. u. war hingegen nicht mehr zu beobachten (Diagramm 11 B). 
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Diagramm 11: Effekte einer 24 h-Hungerphase auf die Körperfläche und den Fettgehalt unterschiedlich gefütterter 
C. elegans-Wildtypen (N2) im Adultstadium. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert und anschließend jeweils einer 6-stündigen (A) 
oder 24-stündigen (B) Hungerphase ausgesetzt. Nach der Nile Red-Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-
Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ 
λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die 
Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode 
(Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch (A: N = 51 – 67, B: N = 89 – 149 Nematoden). 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 
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Abbildung 17: Durchlicht-Aufnahmen von 24-gehungerten adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert und anschließend einer 24-stündigen Hungerphase 
ausgesetzt. Abgebildet sind repräsentative Aufnahmen von Nematoden der unterschiedlich gefütterten und gehungerten 
Populationen. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) 
(Bio-Rad). In utero geschlüpfte L1-Larven, auch als bag of worms (BOW) bezeichnet, sind gelb markiert. 

 

Um die Beeinflussung des Fettgehalts durch geschlüpfte L1-Larven auszuschließen, wurden 

Nematoden bereits im L4-Stadium einer 24 h-Hungerphase ausgesetzt. Die Adulten wiesen nach 

der Hungerphase kleinere Körperflächen für beide Futtermengen auf, wobei die Verringerung der 

mittleren Körperfläche mit Werten von 53531 ± 11537 µm² auf 30502 ± 6577 µm² (Reduktion um 

43 %) bei 4x OP50-gefütterten Nematoden deutlich stärker ausgeprägt war, als bei 1x OP50-

gefütterten Nematoden mit einer Verringerung von 29491 ± 3002 µm² auf 25052 ± 2779 µm² 

(Reduktion um 15 %) (Diagramm 12). Ähnlich wie bereits zuvor beobachtet, führte eine im L4-

Stadium induzierte 24 h-Hungerphase in 1x OP50-gefütterten Nematoden zu einer Zunahme der 

Fettgehalte mit mittleren Fluoreszenzwerten von 384 ± 40 a. u. zu 452 ± 53 a. u. (Erhöhung um 

18 %). In 4x OP50-gefütterten Nematoden hingegen war ein signifikanter reduzierender Effekt auf 

den Fettgehalt durch die Hungerphase zu beobachten, der die Fluoreszenzwerte von 575 ± 87 a. u. 

zu 388 ± 45 a. u. nahezu halbierte (Diagramm 12). Auffällig war die ähnliche Körperfläche 

(ca. 30000 µm² Körperfläche) und der ähnlich nachgewiesene Fettgehalt von 24 h gehungerten 

4x OP50-gefütterten Nematoden und von 1x OP50-gefütterten Kontrollnematoden (ca. 385 a. u.) 

(Diagramm 12). 
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Diagramm 12: Effekte einer 24 h-Hungerphase auf die Körperfläche und den Fettgehalt unterschiedlich gefütterter 
C. elegans-Wildtypen (N2) im L4-Stadium. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für zwei Tage gefüttert und anschließend jeweils einer 24-stündigen 
Hungerphase ausgesetzt. Nach der Nile Red-Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-
Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die 
anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte 
repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und die mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), 
angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch (N = 59 – 117 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardab-
weichungen, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05. 

 

Letztlich konnte eine Verringerung des Fettgehalts in 4x OP50-gefütterten Nematoden, aber nicht 

in 1x OP50-gefütterten Nematoden erreicht werden, die ab dem L4-Stadium für 24 Stunden 

hungern gelassen wurden. Stattdessen zeigten die gehungerten, zuvor mit 1x OP50 gefütterten 

Nematoden eine erhöhte Fluoreszenzintensität. Sowohl die 4x OP50-gefütterten 

Kontrollnematoden, als auch die im Adultstadium für 24 Stunden gehungerten, zuvor 4x OP50-

gefütterten Nematoden wiesen niedrige Fettgehalte auf, die ähnlich wie in 1x OP50-gefütterten 

Kontrollnematoden nachgewiesen wurde, und zeigten zusätzlich das Auftreten von BOW. Auch in 

1x OP50 Nematoden, die im Adultstadium einer Hungerphase ausgesetzt waren, zeigte sich das 

vorzeitige Schlüpfen von L1-Larven im Nematodenkörper (mikroskopische Beobachtung). Auf der 

Grundlage dieser Ergebnisse war die induzierte Hungerphase, zumindest in den gewählten 

Zeitintervallen, für die Generierung eines „mageren“ Nematoden als Kontrolle nicht geeignet.  

 

4.1.2.4 Einfluss unterschiedlicher Futtermengen auf den Fettgehalt von C. elegans  

Da die charakteristischen Fettphänotypen der Deletionsmutanten in der Flüssigkultur nicht 

ausgeprägt werden konnten, die Glucose-Fütterung adverse Effekte auf die Entwicklung der 

Nematoden verursachte und die Hungerinduktion nur bedingt unter den durchgeführten, 

experimentellen Bestimmungen zu einer Fettverringerung führte, waren diese Nematoden als 

Kontrolle für die Untersuchung der Fettgehalte in C. elegans nicht geeignet.  

Im vorigen Abschnitt wurde die Induktion einer Hungerphase in Kombination mit zwei 

unterschiedlichen Futtermengen untersucht. Aus den Ergebnissen kristallisierte sich die Variation 

der Futtermenge zur Veränderung des Fettgehaltes in C. elegans als vielversprechend heraus, 
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sodass der Einfluss der Futtermenge auf den Fettgehalt näher beleuchtet wurde. Triglyceride sind 

bekanntlich die überwiegende Form des gespeicherten Fettes in C. elegans, sodass die 

Triglyceridgehalte ein Maß für den Fettgehalt in den Nematoden darstellt (O'Rourke et al., 2009). 

Zur Bestätigung der Ergebnisse der NR-Färbung und zur absoluten Quantifizierung des Fettgehalts 

in den Nematoden wurde daher ein Assay zur Bestimmung der Triglyceridgehalte herangezogen. 

Bei der semiquantitativen Fettbestimmung über die NR-Färbung wurden die indizierten Fettgehalte 

methodisch bedingt auf die Körperfläche bezogen. Für die Bestimmung der Triglyceridgehalte 

wurden die Werte auf das approximierte Körpervolumen berechnet, die die Dicke der Nematoden 

berücksichtigt und die Fettdichte in den Nematoden realer abbilden. Mittels des Triglycerid-Assays 

wurden die Mengen des Gesamtglycerols und des freien Glycerols gemessen, aus denen die Mono-

, Di- und Triglyceridmengen berechnet wurden. Da Mono- und Diglyceride in C. elegans nicht 

vorherrschend sind, wurden die Werte im Folgenden als Triglyceridgehalte zusammengefasst 

(Srinivasan, 2015).  

Die Triglyeridgehalte im Wildtypen wurden sowohl nach zwei- als auch dreitägiger Kultivierung mit 

unterschiedlichen Futtermengen bestimmt. Zwei Tage alte Nematoden, die mit 1x OP50, 2x OP50 

oder 4x OP50 gefüttert wurden, zeigten in den Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) 

keine morphologischen Auffälligkeiten und keinen Unterschied in der Körpergröße auf, die durch 

die Bestimmung der Körpergrößenparameter bestätigt wurde (Abbildung 18 und Diagramm 13).  

 

   

Abbildung 18: Durchlicht-Aufnahmen von zwei Tage alten C. elegans-Wildtypen (N2) mit unterschiedlich gefütterten 
OP50-Mengen. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 2x OP50 oder 4x OP50 für zwei Tage (2 d) gefüttert. Abgebildet sind repräsentative 
Aufnahmen von Nematoden der unterschiedlich gefütterten Populationen. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am 
ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad). 
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Diagramm 13: Einfluss der Futtermenge auf die Körpergröße von C. elegans-Wildtypen (N2) nach zweitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 2x OP50 oder 4x OP50 für zwei Tage (2 d) gefüttert. Die Körperlängen (A) und -flächen 
pro Nematode (B) wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) mit der Software 
Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt. Die Körpervolumina pro Nematode (C) wurden approximiert nach der 
Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren die jeweiligen Körperparameter pro 
Nematode aus einem Versuch (N = 19 – 21 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, 
Kruskal Wallis-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Darüber hinaus zeigte die Bestimmung der Triglyceridgehalte, dass die Futtermenge ebenfalls 

keinen Einfluss auf den Fettgehalt der zwei Tage alten Nematoden hatte. Im Diagramm 14 sind 

daher die Gesamtglycerol und freie Glycerolmengen zusätzlich zu den Triglyceridmengen pro 

Nematode und pro Körpervolumen dargestellt. Die Berechnung der Triglyceridmengen pro 

Proteinmenge wurde nicht dargestellt, da für die Proteinbestimmungen nicht genügend Probe 

vorhanden war. Die Triglyceridwerte pro Nematode und pro Körpervolumen lagen in diesem 

Ansatz bei rund 6 ng Triglyceride/Nematode (ng TAG/Nematode) und 5 ng Triglyceride/nl 

(ng TAG/nl) für die untersuchten Futtermengen 1x OP50, 2x OP50 und 4x OP50 (Diagramm 14). 

 

 

Diagramm 14: Einfluss der Futtermenge auf den Triglyceridgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach zweitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 2x OP50 oder 4x OP50 für zwei Tage (2 d) gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien 
Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die Triglyceridgehalte durch 
Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende Gehalte pro Nematode (A) und 
pro Körpervolumen (B) aus einem Versuch. 
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Die Bestimmung der Körpergröße zeigte für drei Tage alte Nematoden (Adulte) hingegen eine 

lineare Zunahme der betrachteten Körpergrößenparameter in Abhängigkeit von der 

Futtermenge, die sich beispielsweise bis zu einer 2-fachen Erhöhung des Körpervolumens 

ausprägte (Diagramm 15). Mit steigender Futtermenge trugen die Nematoden vermehrt Eier im 

Körper, die ebenfalls von der Bakterienkonzentration abhängig war. Dabei erhöhte sich die 

Anzahl der Eier in den Nematoden bei einer Steigerung der 1x OP50-Futtermenge um das 

3-fache (2x OP50) und 4-fache (4x OP50) (Diagramm 15). 

 

 

Diagramm 15: Einfluss der Futtermenge auf die Körpergröße und die Anzahl der Eier (in utero) von 
C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 2x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage (3 d) gefüttert. Die Körperlängen (A) und -flächen 
pro Nematode (B) wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) mit der Software 
Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt. Die Körpervolumina pro Nematode (C) wurden approximiert nach der 
Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Anzahl der Eier im Nematoden (D) wurde durch Auszählung der Eier 
anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die 
jeweiligen Körperparameter pro Nematode sowie die Anzahl der Eier (in utero) pro Nematode aus einem Versuch 
(N = 12 – 14 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, p ≤ 0,05. 

 

Mit der Fettbestimmung über den Triglycerid-Assay zeigte sich ebenfalls die Fetterhöhung durch 

die 4-fache Futtermenge durch erhöhte Triglyceridwerte (Diagramm 16). Die Werte lagen für 

die 1-fache Futtermenge im Mittel bei 5,5 ± 0,5 ng TAG/Nematode (Diagramm 16 A), 

3,1 ± 1,3 ng TAG/nl (Diagramm 16 B) bzw. 139,6 ± 37,6 µg TAG/mg Protein (Diagramm 16 C), die 

sich mit der 4-fachen Futtermenge auf 22,2 ± 2,8 ng TAG/Nematode, 5,4 ± 0,9 ng TAG/nl bzw. 
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405,7 ± 65,9 µg TAG/mg Protein erhöhten. Abhängig von der Auswertung der Triglyceridwerte 

waren die Effekte unterschiedlich stark ausgeprägt. Der absolute Fettgehalt pro Nematode gibt 

nicht zwangsläufig die Fettleibigkeit der Nematoden wieder, da eine vermehrte Fütterung auch 

in einem größeren Nematodenkörper resultiert und die Fettdichte im Nematoden verändern 

kann. Um die Fettleibigkeit oder Magerkeit der Nematoden zu bestimmen, dient das Verhältnis 

der Fettmasse-zu-fettfreien-Masse oder Fettmasse-zu-Körpervolumen als Parameter, die die 

Körpergröße bzw. das Körpervolumen mitberücksichtigen (Chaston et al., 2007, Klapper et al., 

2011). Dabei wird der Triglyceridgehalt oft auf Proteinmengen bezogen, als Korrelate für die 

Körpergröße (Conlon und Raff, 1999, So et al., 2011). Da die Proteinmenge der untersuchten 

Nematoden vermutlich von den intrauterinen Eiern und deren Entwicklungsstadium abhängig 

war, wurden die Triglyceridgehalte in dieser Arbeit bevorzugt auf das berechnete 

Körpervolumen bezogen. Die jeweiligen Daten mit Bezug auf den Nematoden oder die 

Proteinmenge sind dem Anhang zu entnehmen. 

 

 

Diagramm 16: Einfluss der Futtermenge auf den Triglyceridgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 2x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage (3 d) gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien 
Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die Triglyceridgehalte durch 
Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende Gehalte pro Nematode (A), pro 
Körpervolumen (B) und pro Proteinmenge (C) aus einem Versuch mit einem technischen Duplikat. Rote Linien 
indizieren die Mittelwerte. 
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Bei Fütterung der vier- und sechsfach erhöhten Futtermenge und der Auswertung einer 

größeren Nematodenzahl, zeigte sich nach zwei Tagen eine geringfügige 

Körperflächenvergrößerung der 1x OP50-gefütterten Wildtypen (Diagramm 17 A). 

Einhergehend mit den Körpergrößen war auch eine signifikante Fluoreszenzsignalerhöhung für 

Nematoden mit erhöhter Futtermenge nach der NR-Färbung zu sehen (Diagramm 17 A). Für 

beide Parameter war zwischen 4x OP50- und 6x OP50-gefütterten Nematoden hingegen keine 

weitere Steigerung zu beobachten. Die mittlere Körperfläche vergrößerte sich von 

15491 ± 3139 µm² (1x OP50) auf 19260 ± 3982 µm² (4x OP50) bzw. 18641 ± 3775 µm² (6x OP50) 

und die mittleren Fluoreszenzwerte entsprechend von 263 ± 34 a. u. auf 290 ± 44 a. u. bzw. 

284 ± 30 a. u. (Diagramm 17 A). Nach dreitägiger Kultivierung hatte sich die Körperfläche von 

4x OP50- (41602 ± 5749 µm²) und 6x OP50-gefütterten Nematoden (43829 ± 5878 µm²) im 

Vergleich zu 1x OP50-gefütterten Nematoden (21134 ± 4189 µm²) nahezu verdoppelt 

(Diagramm 17 B). Die durch die Fluoreszenzintensitäten nach der NR-Färbung indizierten 

Fettgehalte waren mit zunehmender Futtermenge, ähnlich wie die Körperflächen, erhöht, wobei 

die Fetterhöhung weniger stark ausgeprägt war (Diagramm 17 B). 

 

 



Ergebnisse 

 

 73 

 

 

Diagramm 17: Effekte der Futtermenge auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach zwei- und dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 4x OP50 oder 6x OP50 nach zwei (A) und drei Tagen (B) gefüttert. Nach der Nile Red-
Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix 
(PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte 
mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die dargestellten Datenpunkte repräsentieren jeweils die Körperfläche pro 
Nematode und mittlere Fluoreszenzintensität pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus 
einem Versuch (N = 137 – 228 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, 
p ≤ 0,05. 

 

Die Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) bestätigten die Effekte der Futtermengen 

auf das Körpervolumen, die Reproduktion sowie die Fetteinlagerung in drei Tage alten 

Nematoden (Adulte), die sich auch durch vermehrte Anzahl an Eier in utero und das dunklere 

Erscheinungsbild des Darms im Durchlicht ausprägte (Abbildung 19).  
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Abbildung 19: Durchlicht-Aufnahmen von drei Tage alten C. elegans-Wildtypen (N2) mit unterschiedlichen 
Futtermengen gefüttert. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 4x OP50 oder 6x OP50 für drei Tage (3 d) gefüttert. Abgebildet sind repräsentative 
Aufnahmen von Nematoden der unterschiedlich gefütterten Populationen. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am 
ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad). 

 

Die Ergebnisse der NR-Färbung bestätigten sich durch die Bestimmung der Triglyceridgehalte 

sowohl für höher gefütterte zwei, als auch drei Tage alte Nematoden (Diagramm 18 A und B). 

Im Vergleich zu 1x OP50-gefütterten Nematoden erhöhte sich der Triglyceridgehalt pro 

Körpervolumen in zwei Tage alten Nematoden mit höheren Futtermengen im Mittel von 

3,8 ± 0,9 ng TAG/nl (1x OP50) auf 6,5 ± 0,5 ng TAG/nl (4x OP50) bzw. 5,6 ± 0,2 ng TAG/nl 

(6x OP50), ohne signifikanten Unterschied zwischen den beiden höher gefütterten Nematoden 

(Diagramm 18 A). Nach drei Tagen verdoppelten sich die Triglyceridwerte pro Körpervolumen 

im Mittel bei erhöhter Futtermenge von 4,3 ± 0,1 ng TAG/nl (1x OP50) zu 10,2 ± 1 ng TAG/nl 

(4x OP50) bzw. 7,1 ± 0,4 ng TAG/nl (6x OP50) (Diagramm 18 B). 

 

 

Diagramm 18: Effekte der Futtermenge auf den Triglyceridgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach zwei- und 
dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 4x OP50 oder 6x OP50 für zwei (A) oder drei Tage (B) gefüttert. Die Gesamtglycerol- 
und freie Glycerolgehalte wurden mittels des Triglycerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die die 
Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Gehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus einem Versuch mit einem technischen Triplikat. 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 
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Die Effekte der Futtermenge auf den Fettgehalt der Nematoden wurden in einem weiteren 

Ansatz im umfangreicheren Konzentrationsbereich von 1x OP50 – 8x OP50 getestet, um eine 

mögliche Sättigung des Fettgehalts durch die Futtermenge zu bestimmen. Dabei wurden 

lediglich drei Tage alte Nematoden betrachtet. Mit steigenden OP50-Mengen nahmen die 

Körperlänge, -fläche sowie das -volumen von Adulten zunächst linear zu, erreichten ab einer 

Futtermenge von 4x OP50 aber scheinbar eine Sättigung (Diagramm 19). Als auffällig erschien 

die verkürzte Körperlänge der Nematoden bei einer 8-fachen Futtermenge im Vergleich zu der 

6-fachen Fütterung, die jedoch kaum mit einer Veränderung der Körperfläche oder 

das -volumen einherging. Die Auszählung der Eizahl im Nematodenleib zeigte, dass bei der 

2x OP50-Futtergabe die mittlere Eizahl sich von 11 ± 6 Eier/Nematode auf 

32 ± 2 Eier/Nematode verdreifachte (Diagramm 19). Eine weitere Steigerung der Futtermenge 

indizierte keine vermehrte Eizahl in den Nematoden, die jedoch nicht ganz auszuschließen ist, 

da die Anzahl der Nematoden (N = 5 Nematoden) möglicherweise nicht die Gesamtpopulation 

abbildete. Die erhöhte Anzahl an Eiern in den Nematoden kann ein erstes Indiz für die 

verfügbare Energie und damit für den Fettgehalt in den Nematoden sein, da für die Produktion 

der Nachkommen ein hoher Energieaufwand notwendig ist (Hansen et al., 2013). Zusätzlich 

hatte die Anzahl der Eier potentiell einen Einfluss auf die resultierende Körperfläche und 

das -volumen, sodass bei der quantifizierten Körperflächenvergrößerung die Anzahl an Eiern zu 

berücksichtigen war. Da die Produktion der Eier nicht im Fokus stand und die Durchlicht-

Aufnahmen vorranging zur detailreicheren Abbildung der Morphologie der Nematoden diente, 

wurden in diesem Versuch keine weiteren Nematoden aufgenommen bzw. ausgewertet. Durch 

die Auswertung einer größeren Nematodenzahl im vorangegangen Versuch konnte zumindest 

ein linearer Anstieg zwischen 1x OP50 und 4x OP50 und der Anzahl der Eier gezeigt werden 

(Diagramm 15).  
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Diagramm 19: Einfluss der Futtermenge auf die Körpergröße und die Anzahl der Eier (in utero) von 
C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 – 8x OP50 für drei Tage (3 d) gefüttert. Die Körperlängen (A) und -flächen pro 
Nematode (B) wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen vom Opera Phenix (PerkinElmer) mit der Software 
Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt und die Körpervolumina pro Nematode (C) approximiert nach der 
Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Anzahl der Eier im Nematoden (D) wurde durch Auszählung der Eier 
anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die 
jeweiligen Körperparameter pro Nematode aus einem Versuch (N = 47 – 74 Nematoden) und die Anzahl der Eier pro 
Nematoden (in utero) aus einem Versuch (N = 5 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, 
Kruskal Wallis-Test, p ≤ 0,05. 

 

Die Triglyceridgehalte von drei Tage alten Nematoden nahmen ebenfalls mit zunehmender 

Futtermenge zu, wobei ab 4x OP50 keine weitere Erhöhung der Triglyceridmengen mehr zu 

sehen war (Diagramm 20). Die Werte lagen bei 3,2 ± 1,2 ng TAG/nl (1x OP50) und 

7,7 ± 0,6 ng TAG/nl (4x OP50) und stimmten mit der beobachteten Verdopplung im Vorversuch 

ab einer 4-fachen OP50-Menge überein (Diagramm 20 und Diagramm 19). Bei Betrachtung der 

freien Glycerolmengen war ebenfalls ein linearer Anstieg mit zunehmender Futtermenge 

messbar, der scheinbar eine Sättigung mit 6x OP50 erreichte (Diagramm 20). 

Zusammenfassend war eine Induktion der Fetterhöhung mit zunehmenden Futtermengen in 

zwei (L4) und drei Tage (Adult) alten Nematoden zu beobachten, die mit der NR-Färbemethode 

und dem Triglyerid-Assay bestätigt werden konnte. Die lineare Fettzunahme erreichte dabei bei 

einer 4-fach OP50-Fütterung eine Sättigung, mit einer Verdopplung des Triglyceridgehalts. 

Darüber hinaus war durch die vermehrte Fütterung auch eine Erhöhung der Körpergröße der 
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Nematoden, die keine weitere Zunahme ab 4x OP50 zeigte, und eine erhöhte Eizahl in den 

Nematoden zu erkennen, die ab einer Futtermenge von 2x OP50 nicht weiter gesteigert war. 

 

 

Diagramm 20: Effekte der Futtermenge auf den Triglyceridgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 – 8x OP50 für drei Tage (3 d) gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freie Glycerolgehalte 
wurden mittels des Triglycerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und ie Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider 
Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende Gehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus 
einem Versuch mit einem technischen Triplikat. Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, 
*p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 



Ergebnisse 

 

78   

4.2 Charakterisierung verschiedener C. elegans-Fettphänotypen im Testsystem  

Die vorangegangenen Versuche zeigten die Möglichkeit zur Generierung von C. elegans-

Phänotypen mit geringem und hohem Fettprofil durch die Variation der Futtermenge. Im Folgenden 

wurden die mit 1x OP50 und mit 4x OP50 gefütterten Nematoden als „magere“ bzw. „fette“ 

Nematoden bezeichnet, die näher charakterisiert und deren Fettgehalt über unterschiedliche 

Methoden bestimmt wurden. Die Daten der Körpergröße und der Triglyceridgehalte stammen aus 

dem intergenerationalen Versuch, der im Abschnitt 4.4.2 beschrieben wird. Da die Futtererfahrung 

der Vorfahren potentiell einen Einfluss auf den Fettgehalt der untersuchten Nematoden hat, 

wurden nur Nematoden aus dem intergenerationalen Versuch betrachtet, deren Vorfahren zuvor 

ausschließlich mit 1x OP50 kultiviert wurden. Im Folgenden wurde dieser Effekt detaillierter 

analysiert, um zu prüfen inwieweit dieser experimentelle Ansatz sich für weitergehende Analysen 

der Regulation des Fettsäurestoffwechsels eignet. 

 

4.2.1 Einfluss der Futtermenge auf die Körpergröße, Anzahl der Eier in utero und den 
Triglyceridgehalt  

Zunächst erfolgten die mikroskopische Bild-Aufnahme und Ausmessung der Körpergröße von zwei 

und drei Tage alten Nematoden, die erste Hinweise auf den Fettgehalt der Nematoden gaben. Wie 

bereits im vorigen Abschnitt gezeigt, schien die Körpergröße der Nematoden mit steigender 

Futtermenge nach zwei Tagen kaum beeinflusst zu sein (Diagramm 13 und Diagramm 17 A), was 

sich auch in dieser Untersuchung reproduzierbar beobachten ließ (Diagramm 21 A – C). Erst nach 

drei Tagen war die Abhängigkeit der Körpergröße von der Futtermenge in adulten Nematoden 

deutlich zu sehen (Diagramm 21 A – C). Dies zeigte sich für alle bestimmten Größenparameter: 

Körperlänge, -fläche und -volumen. Der durch höhere Futtermengen induzierte Wachstumseffekt 

sowie die Populationsverteilung waren in mehreren Replikaten (n = 6) durch den stetigen 

Körpergrößenunterschied zwischen 1x OP50- und 4x OP50-gefütterten Nematoden reproduzierbar, 

sodass die Mittelwerte der jeweiligen Replikate dargestellt wurden (Diagramm 21). Die 

Größenparameter erhöhten sich um das 1,2-fache für die Körperlänge, um das 1,5-fache für die 

Körperfläche und um das 1,8-fache für das Körpervolumen (Diagramm 21 A – C). Die 

Körperflächenvergrößerung durch die erhöhte Futtermenge war unter anderem durch die Anzahl 

der Eier in den Nematoden beeinflusst. Wie bereits in den zuvor gezeigten 

Futtermengenversuchen, verdoppelte sich die Anzahl der Eier durch eine 4-fache Erhöhung der 

Futtermenge mit mittleren Werten von 8 ± 2 Eier/Nematode auf 17 ± 2 Eier/Nematode (Diagramm 

21 D).
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Diagramm 21: Die Körpergröße und die Anzahl der Eier (in utero) von mageren und fetten C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach zwei- und dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 (fett) für zwei (2 d) oder drei Tage (3 d) gefüttert. Die Körperlängen 
und -flächen pro Nematode wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) mit der Software 
Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt und die Körpervolumina pro Nematode (C) approximiert nach der 
Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Anzahl der Eier im Nematoden (D) wurde durch Auszählung der Eier 
anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die jeweiligen 
mittleren Körperparameter pro Nematode aus sechs unabhängigen Versuchen (N = 155 – 158 Nematoden) und die Anzahl 
der Eier pro Nematode (in utero) aus fünf unabhängigen Versuchen (N = 30 Nematoden). 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Bei der Bestimmung des Fettgehalts einer vermehrten Probenzahl mittels des Triglyerid-Assays 

konnte zwischen mageren und fetten Nematoden nach zwei Tagen kein signifikanter Unterschied 

im Triglyceridgehalt festgestellt werden, anders als die Ergebnisse im Vorversuch indizierten 

(Diagramm 22 A). Die mittleren Werte betrugen nach beiden Fütterungsszenarien ca. 7 ng TAG/nl. 

Erst nach drei Tagen war ein Unterschied in adulten Nematoden messbar mit 6,3 ± 1,3 ng TAG/nl 

für magere und 9,3 ± 2,2 ng TAG/nl für fette Nematoden (Diagramm 22 B). Die 4-fache Futtermenge 

prägte sich auch in einer Erhöhung der freien Glycerolmenge aus, die von 2,8 ± 1,2 ng freiem 

Glycerol/nl auf 8,9 ± 1,3 ng freiem Glycerol/nl erhöht war (Diagramm 22 B).  
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Diagramm 22: Triglyceridgehalte von mageren und fetten C. elegans-Wildtypen (N2) nach zwei- und dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 (fett) für zwei (2 d) oder drei Tage (3 d) gefüttert. Die 
Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die 
Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende Gehalte 
pro Nematode (Körpervolumen) aus sechs unabhängigen Versuchen mit technischen Triplikaten (N = 17 – 18 Proben). 
Statistik: Mittelwert ± Standardabweichung, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

4.2.2 Einfluss der Futtermenge auf intestinale lipid droplets  

Fett wird in C. elegans in Form von Lipidtröpfchen (lipid droplets, LD) gespeichert, die primär im 

Darm und in geringeren Anteilen in der Hypodermis lokalisiert sind (Martin und Parton, 2006, Mak, 

2012, Srinivasan, 2015). Als zusätzlichen Endpunkt wurde daher der Einfluss der Futtermenge auf 

die Anzahl, Größe und Dichte der lipid droplets untersucht. Dazu diente als Modell der transgene 

C. elegans-Stamm LIU1 [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)], dessen intestinale LD mit dem grün-

fluoreszierenden Protein GFP markiert sind (siehe Abbildung 20). Diese Eigenschaft wurde zum 

Vorteil genutzt, um intestinale LD von hypodermalen LD zu diskriminieren. Jones und Kollegen 

zeigten, dass die LD der ersten drei Zellpaare im anterioren Darmbereich repräsentativ für den 

Gesamtfettgehalt des Nematoden sind (Jones et al., 2009). Daher wurden pro Nematode die LD 

repräsentativ in drei Quadern mit definierter Größe (je 698 μm³) im anterioren Darmabschnitt 

untersucht (siehe Abbildung 20). Die quantifizierten LD-Parameter in den Nematoden 

unabhängiger Versuche wurden einzeln dargestellt, um die Varianz der LD zu verdeutlichen. 
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Abbildung 20: Durchlicht- und Fluoreszenz-Aufnahmen eines gefärbten, transgenen LIU1-Nematoden. 
Abgebildet ist eine Ganzkörperaufnahme eines L4-Nematoden des LIU1-Stammes [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)] 
im Differentialinterferenzkontrast (DIC) (links oben) und bei λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm (links unten), dessen 
intestinale lipid droplets (LD) mit dem grün-fluoreszierenden Protein GFP gekoppelt sind. Rechts ist der anteriore 
Darmabschnitt eines fixierten, adulten LIU1-Nematoden dargestellt, in dem die Gesamt-LD mit LipidTOXTM Deep Red 
(1:1000) gefärbt sind. Rot markierte Bereiche indizieren repräsentativ ausgewählte Bereiche für die LD-Auswertung. 
Die Aufnahmen erfolgten mit dem 10x-Luft-Objektiv (NA = 0,3) bzw. 63x-Öl-Objektiv (NA = 1,4) des Airy Scan LSM880 
(Zeiss) im Differentialinterferenzkontrast (DIC), bei λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm und im bei λEx = 633 nm/ 
λEm = 692 nm. 

 

Basierend auf den Ergebnissen der Triglyceridwertbestimmung, dass in zwei Tage alten 

Nematoden kaum ein Unterschied in den Fettgehalten zu beobachten war, wurden die 

intestinalen LD lediglich von drei Tage alten, mageren und fetten LIU1-Nematoden analysiert. 

Die Analysen der LD zeigten für die verschiedenen Fütterungsszenarien keine Beeinflussung der 

mittleren LD-Anzahl, mit einem medianen Wert bei 18 LD/Nematode (15 – 20) für magere und 

20 LD/Nematode (18 – 21) für fette Nematoden (Diagramm 23 A). Die mittleren LD von fetten 

Nematoden waren im Median (1,3 µm³; 1,1 – 1,5 µm³) jedoch 2,8-fach größer als die von 

mageren Nematoden (0,5 µm³; 0,4 – 0,6 µm³) (Diagramm 23 B). Folglich resultierte die 4x OP50-

Fütterung auch in einer größeren mittleren Summe der LD-Volumina im definierten Bereich von 

698 µm³, die im Median bei 9 µm³ (7,5 – 11,1) für magere und bei 24 µm³ (19,1 – 27,7) für fette 

Nematoden lagen (Diagramm 23 C). Die Summe der LD-Volumina wird in dieser Arbeit als 

Fettdichte der Nematoden angesehen. Unter der Annahme, dass die LD im ausgewerteten 

Darmbereich den Gesamtfettgehalt der Nematoden widerspiegeln, bestätigten die durch die 

erhöhte Futtermenge induzierte Vergrößerung der LD sowie die Erhöhung der Fettdichte im 

Nematoden die beobachtete Fettzunahme, die zuvor durch gesteigerte Triglyceridmengen 

gezeigt werden konnte. Repräsentative Bild-Aufnahmen der LD sind in Abbildung 21 gezeigt. 
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Diagramm 23: Anzahl, Volumina und Dichten intestinaler lipid droplets (LD) in mageren und fetten LIU1-Nematoden 
nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven des transgenen LIU1-Stammes [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)] wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 
(fett) für drei Tage gefüttert. Der anteriore Darmbereich von drei Tage alten, fixierten und mit LipidTOXTM Deep Red 
(1:1000) gefärbten LIU1-Nematoden wurde mit dem 63x-Öl-Objektiv (NA = 1,4) des Airy Scan LSM880 (Zeiss) im 
Differentialinterferenzkontrast (DIC), bei λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm und im bei λEx = 633 nm/ λEm = 692 nm 
aufgenommen. Die Anzahl, Größe und Dichte von lipid droplets (LD) wurden in drei definierten Bereichen (je 698 µm³) 
des anterioren Darmabschnitts mit der Software Imaris x.64 (Oxford Instruments) bestimmt und die 
Durchschnittswerte gemittelt. Die Datenpunkte repräsentieren die mittlere Anzahl (A), das mittlere Volumen (B) und 
die mittlere Dichte (Summe der Volumina) (C)  intestinaler LD pro Nematode aus drei unabhängigen Versuchen 
(N = 30 Nematoden). Statistik: Median ± 95 % Konfidenzintervall, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht 
signifikant. 

 
 
 

 

Abbildung 21: Lipid droplets in adulten mageren und fetten LIU1-Nematoden. 
L1-Larven des transgenen LIU1-Stammes [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)] wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 
(fett) für drei Tage gefüttert, fixiert und anschließend mit LipidTOXTM Deep Red (1:1000) angefärbt. Die Aufnahmen 
erfolgten mit dem 63x-Öl-Objektiv (NA = 1,4) des Airy Scan LSM880 (Zeiss) im Differentialinterferenzkontrast (DIC), 
bei λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm und bei λEx = 633 nm/ λEm = 692 nm. Dargestellt sind die mit dem grün-
fluoreszierenden Protein GFP-gekoppelten intestinalen lipid droplets (LD) und mit LipidTOXTM Deep Red gefärbten 
Gesamt-LD im Querschnitt des anterioren Nematoden-Darms. 
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4.2.3 Einfluss der Futtermenge auf Fettsäuregehalt und -muster von adulten C. elegans 
und der Eier  

Als ein weiteres Verfahren wurde die Fettsäure (FS)-Messung mittels Gaschromatographie-

gekoppelter Massenspektrometrie (GC-MS) herangezogen. Da Fettsäuren die Grundbausteine für 

die Bildung von Triglyceriden sind, gibt die Analyse der Fettsäuren Aufschluss sowohl über den 

Fettgehalt in C. elegans, als auch deren Fettsäuresynthese und -metabolismus über die 

Fettsäureprofile in Abhängigkeit von der Nahrungsmenge.  

Die Analyse der Fettsäuregehalte sowie -muster erfolgte in adulten mageren und fetten Wildtypen. 

Auf der Grundlage der Beobachtung, dass mit mehr Futter versorgte Nematoden auch mehr Eier 

trugen, wurden zusätzlich die Fettsäuren der Eier von 1x OP50- und 4x OP50-gefütterten 

Nematoden getrennt quantifiziert. Da die FS-Gehalte der Eier rechnerisch von den FS-Gehalten 

gravider Nematoden abgezogen wurde und die Eizahl einen Einfluss auf das Körpervolumen hat, 

wurden die Gehalte pro Nematode berechnet und nicht pro Körpervolumen. Die Messungen 

bestätigten die vorherigen Resultate der Nile Red-Färbung, Triglyceridwertbestimmung und der 

lipid droplets-Analyse mit signifikanten Unterschieden im Fettgehalt zwischen beiden graviden 

Fettphänotypen: Im Mittel war der Fettsäuregehalt pro graviden Nematoden von fetten 

Nematoden mit 115,1 ± 11,4 pmol FS/gravider Nematode fast 3-fach höher als der von mageren 

Nematoden mit 36,3 ± 4 pmol FS/gravider Nematode (Diagramm 24 A). Die unterschiedliche 

Futtermenge hatte hingegen keinen Einfluss auf den FS-Gehalt der Eier (Diagramm 24 C). Die Werte 

unterschieden sich mit 3,7 pmol FS/Ei (von 4x OP50-gefütterten Nematoden) und 3,3 pmol FS/Ei 

(von 1x OP50-gefütterten Nematoden) kaum voneinander. Durch rechnerische Subtraktion der 

Fettsäuregehalte der Eier vom Fettsäuregehalt gravider Nematoden (Adult – Eier), war der 

Mengenunterschied der FS zwischen mageren und fetten Nematoden weiterhin signifikant 

(Diagramm 24 B). Im Mittel betrugen die absoluten FS-Gehalte der mageren Nematoden 

24,7 ± 3,3 pmol FS/Nematode und der fetten Nematoden mit einer signifikanten Erhöhung 

61,6 ± 16,2 pmol FS/Nematode (Diagramm 24 B). Demnach nahm der FS-Gehalt der Eier bis zu 46 % 

des in den Nematoden bestimmten Gesamtfettsäuregehalts ein. 
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Diagramm 24: Einfluss der Futtermenge auf den Gesamtfettsäuregehalt von adulten C. elegans-Wildtypen (N2) und 
der zugehörigen Eier nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die Gesamtfettsäuregehalte von graviden 
Nematoden und aus graviden Nematoden isolierten Eiern wurden über die Gaschromatographie-gekoppelte 
Massenspektrometrie (GC-MS) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die mittleren Gesamtfettsäuregehalte pro 
gravidem Nematoden (A) und pro Ei (C), sowie die rechnerisch ermittelten mittleren Gesamtfettsäuregehalte pro 
Nematode (Adult – Eier) (B) aus zwei unabhängigen Versuchen mit technischen Triplikaten (N = 6 Proben). 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-Test: p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Weiterhin wurden für die Analyse der Fettsäuremuster einzelne Fettsäuregruppen nach ihrem 

strukturellen Aufbau klassifiziert. Dabei wurde zwischen gesättigten FS (saturated fatty acids, SFAs), 

einfach ungesättigten FS (monounsaturated fatty acids, MUFAs), verzweigten FS, Cyclo-FS und 

mehrfach ungesättigten FS (polyunsaturated fatty acids, PUFAs) unterschieden, wobei letztere 

wiederum in 3-PUFAs und 6-PUFAs unterteilt wurden. Die einzelnen gemessenen, den 

unterschiedlichen Subklassen zugehörigen Fettsäuren, sind der Tabelle 5 (Anhang) zu entnehmen. 

Im Weiteren wurden aufgrund der Relevanz weitere Fettsäuregehalte und -muster lediglich von 

adulten Nematoden (Adult – Eier) und von Eiern dargestellt und betrachtet. In Übereinstimmung 

mit dem Unterschied im Gesamtfettsäuregehalt zwischen den beiden Fettphänotypen, zeigten sich 

bei höherer Fütterungsmenge ebenfalls signifikant erhöhte Werte für die einzelnen 

Fettsäuregruppen (Diagramm 25 A). Nach ihrem prozentualen Anteil waren in den Nematoden 

folgende FS vertreten (aufgeführt in absteigender Reihenfolge ihres Anteils): Cyclo-FS, MUFAs, 3- 

und 6-PUFAs, SFAs und verzweigte FS (Diagramm 26 A). Der Vergleich der relativen FS-Anteile in 

den Gesamtlipiden zeigte einen signifikanten Unterschied zwischen den Futtermengen in einem 

verringerten Anteil der SFAs und erhöhten Anteilen der Cyclo- und verzweigten FS in 4x OP50-

gefütterten Nematoden (Diagramm 26 A). In den Eiern der unterschiedlich gefütterten Nematoden 

war kein signifikanter Einfluss der Futtermenge auf den Gesamtfettsäuregehalt oder die einzelnen 

Fettsäuregruppen zu verzeichnen (Diagramm 25 B und Diagramm 26 B). Die absoluten FS-Gehalte 

der Eier von fetten Nematoden waren jedoch tendenziell höher im Vergleich zu den Eiern magerer 

Nematoden, mit Ausnahme der 3-PUFAs (Diagramm 25 B). Diese, gegen den allgemeinen Trend 

auftretende, Tendenz war ebenfalls in den relativen FS-Anteilen zu beobachten, während alle 

übrigen Fettsäuregruppen in den Eiern unterschiedlich gefütterter Nematoden anteilig nahezu 
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übereinstimmten (Diagramm 26 B). Die Fettsäuremuster zwischen Nematoden und Eiern hingegen 

unterschieden sich. Die Nematoden wiesen anteilig höhere Mengen an 3- und 6-PUFAs und 

einen geringeren SFA-Anteil auf, während die Eier einen höheren Anteil an SFAs und geringere 

Mengen an 3- und 6-PUFAs hatten (Diagramm 26 A und B). 

 

 

Diagramm 25: Einfluss der Futtermenge auf die absoluten Gehalte einzelner Fettsäuren von adulten 
C. elegans-Wildtypen (N2) und der zugehörigen Eier nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die Fettsäuregehalte von graviden Nematoden und 
aus graviden Nematoden isolierten Eiern wurden über die Gaschromatographie-gekoppelte Massenspektrometrie (GC-
MS) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren rechnerisch ermittelte gruppierte, mittlere Fettsäuregehalte pro 
Nematoden (Adult – Eier) (A) und pro Ei (B) aus zwei unabhängigen Versuchen mit technischen Triplikaten (N = 6 Proben). 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, t-Test mit Korrektur für multiple Vergleiche über die Holm-Sidak-
Methode: *p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 
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Diagramm 26: Einfluss der Futtermmenge auf das Fettsäuremuster von adulten C. elegans-Wildtypen (N2) und der 
zugehörigen Eier nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die Gesamtfettsäuregehalte von graviden 
Nematoden und aus graviden Nematoden isolierten Eiern wurden über die Gaschromatographie-gekoppelte 
Massenspektrometrie (GC-MS) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die relativen Fettsäuregehalte im 
Gesamtlipidgehalt (Fettsäuremuster) in den Nematoden (Adult-Eier) (A) und den Eiern (B) aus zwei unabhängigen 
Versuchen mit technischen Triplikaten (N = 6 Proben). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, t-Test mit 
Korrektur für multiple Vergleiche über die Holm-Sidak-Methode: *p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Zusätzlich wurden für die Nematoden die Verhältnisse zwischen 6- und -PUFAs sowie zwischen 

MUFAs und PUFAs, die oftmals im Zusammenhang von adversen Effekten bestimmt werden, 

ebenfalls berechnet und in nachfolgend in Tabelle 2 dargestellt (Simopoulos, 2004, Aarnio et al., 

2011, Gómez Candela et al., 2011, Mancini et al., 2015, Papsdorf und Brunet, 2019). Dabei zeigte 

sich für beide Parameter sowohl in den adulten Nematoden als auch in den jeweilig zugehörigen 

Eiern (einmal nur tendenziell indiziert) ein gesteigertes Verhältnis in Folge einer höheren 

Futtermenge (4x OP50). Die Ausnahme stellte das MUFA-zu-PUFA-Verhältnis in adulten 

Nematoden dar, in welchem keine Veränderung durch die erhöhte Nahrungsaufnahme vorlag. 

 

Tabelle 2: Fettsäureverhältnisse in drei Tage alten, unterschiedlich gefütterten C. elegans-Wildtypen (Adult - Eier) und 

in den zugehörigen Eiern 

 adulte Nematoden (Adult – Eier) Eier 

 1x OP50 4x OP50 1x OP50 4x OP50 

6/3-PUFA  0,86 ± 0,26 1,20* ± 0,42 1,28 ± 0,63 1,93 ± 0,51 

MUFA/PUFA  0,61 ± 0,07 0,64 ± 0,09 0,94 ± 0,19 1,19* ± 0,10 

dargestellt sind Mittelwerte ± Standardabweichungen aus zwei unabhängigen Versuchen (N = 6 Proben), 

*signifikant mit p ≤ 0,05 (Mann Whitney U-Test) 
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Zur Untersuchung des Nahrungseinflusses auf C. elegans wurde auch die FS-Zusammensetzung der 

OP50-Bakterien bestimmt, die als Futterquelle der Nematoden dienten. Die in dieser Arbeit 

eingesetzten OP50-Bakterien wiesen hauptsächlich gesättigte (59 %), Cyclo- (29 %) und einfach 

gesättigte Fettsäuren (11 %) auf. Dabei war in den SFAs Palmitinsäure (C16:0) mit 31 % prävalent, 

während in geringeren Mengen kurzkettige FS (< C16) und einfach ungesättigte FS vorhanden 

waren. Die MUFAs setzten sich hauptsächlich aus Palmitoleinsäure (C16:1n7) und Vaccensäure 

(C18:1n7) zusammen. Die Verteilung der einzelnen Fettsäuren ist im Diagramm 27 abgebildet.  

 

 

Diagramm 27: Fettsäurezusammensetzung des E. coli-Stammes OP50. 
Die Fettsäuren von Escherichia coli (OP50) wurden mittels Gaschromatographie-gekoppelter Massenspektrometrie (GC-
MS) analysiert. Die Datenpunkte repräsentieren Mittelwerte der relativen Fettsäuregehalte aus sechs unabhängigen 
Versuchen mit technischen Duplikaten. Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen. 

 

Die unterschiedlichen Analysemethoden zur Fettbestimmung in C. elegans zeigten 

übereinstimmend einen geringeren Fettgehalt in 1x OP50-gefütterten Nematoden (magere 

Nematoden) bzw. einen höheren Fettgehalt in 4x OP50-gefütterten Nematoden (fette 

Nematoden). Sowohl die Triglyceridgehalte, Größe und Dichte der intestinalen lipid droplets, die 

Gesamtfettsäuregehalte, sowie die Gehalte der einzelnen Fettsäuregruppen waren in fetten 

Nematoden signifikant höher als in mageren Nematoden. Darüber hinaus waren auch die 

Körpergröße und Anzahl der Eier in utero durch die Futtermenge signifikant beeinflusst. 

Veränderungen in diesen beiden Parametern sind jedoch mit Vorsicht zu betrachten, da die 

Veränderungen der Körpergröße, die vermutlich von der Eizahl zusätzlich beeinflusst war, nicht nur 

Effekte auf das Größenwachstum, sondern auch Effekte auf die Entwicklung widerspiegeln könnten.   
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4.3 Einfluss von Orlistat auf den Fettgehalt von C. elegans  

Nachdem die Fettgehalte der zwei C. elegans-Phänotypen mit den unterschiedlichen Methoden 

nachgewiesen werden konnten, wurde das Testsystem mit den als magere (mit 1x OP50 gefüttert) 

und fette (mit 4x OP50 gefüttert) definierte Nematoden für die Untersuchung des Einflusses einer 

Testsubstanz auf den Fettgehalt der Nematoden verwendet.  

DMSO-Effekte in C. elegans 

Dimethylsulfoxid (DMSO) ist ein gängiges Lösungsmittel für Chemikalien, welches jedoch in hohen 

Konzentrationen adverse Effekte im Testsystem verursachen kann (Galvao et al., 2014, Verheijen 

et al., 2019). Um vor der Behandlung der Nematoden mit der eigentlichen Testsubstanz mögliche 

Effekte des Lösemittels auszuschließen, wurde DMSO zum Kultivierungsmedium der L1-Larven 

gegeben und die unterschiedlich gefütterten Nematoden nach drei Tagen (Adultstadium) 

untersucht. Die getesteten DMSO-Konzentrationen zwischen 0,1 % und 2 % DMSO zeigten 

tendenziell ab 1 % DMSO sowohl für magere, als auch fette Nematoden einen reduzierenden Effekt 

auf die Körpergröße und die Anzahl der Eier in den Nematoden (Diagramm 28). Dabei war in fetten 

Nematoden eine stärke Tendenz der Reduzierung der Körperfläche und dem -volumen zu 

beobachten, die unter anderem durch die Eizahl in utero bedingt waren. Repräsentative Durchlicht-

Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) der durch DMSO morphologisch veränderten Nematoden 

sind in Abbildung 22 gezeigt.  
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Diagramm 28: Effekte von DMSO auf die Körpergröße und die Anzahl der Eier (in utero) von C. elegans-Wildtypen 
(N2) nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils mit 0,1 %, 0,2 %, 0,5 %, 1 % oder 2 % DMSO für drei Tage 
gefüttert. Die Körperlängen (A) und -flächen pro Nematode (B) wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen (Opera 
Phenix, PerkinElmer) mit der Software Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt. Die Körpervolumina pro 
Nematode (C) wurden approximiert nach der Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Anzahl der Eier im 
Nematoden (D) wurde durch Auszählung der Eier anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) 
bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die jeweiligen Körperparameter pro Nematode (N = 118 – 157 
Nematoden) sowie die Anzahl der Eier (in utero) pro Nematode (N = 19 – 23 Nematoden) aus zwei unabhängigen 
Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p < 0,001. 
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Abbildung 22: Durchlicht-Aufnahmen von adulten DMSO-behandelten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 (fett) und jeweils mit 1 % oder 2 % DMSO für drei Tage (3 d) 
gefüttert. Abgebildet sind repräsentative Nematoden, in denen die DMSO-Effekte auf die Körpergröße und die Anzahl 
intrauteriner Eier verdeutlicht werden. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager 
(20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) (Bio-Rad). 

 

Die getesteten DMSO-Konzentrationen zeigten keinen Einfluss auf die Triglyceridgehalte von 

mageren Nematoden (Diagramm 29 A). Bei fetten Nematoden war der Triglyceridgehalt ab 

1 % DMSO tendenziell niedriger als in der Kontrolle (Diagramm 29 B). Als auffällig erschien hierbei 

der Gehalt des freien Glycerols, der hingegen ab 1 % DMSO signifikant erhöht war. Die in der 

Literatur häufig zur Substanzinkubation von C. elegans verwendete DMSO-Konzentration von 0,2 % 

zeigte auch in dieser Arbeit keinen adversen Effekt auf die untersuchten Endpunkte, sodass für die 

Inkubation der Testsubstanz Orlistat 0,2 % DMSO verwendet wurde (Diagramm 29). 

 

 

Diagramm 29: Effekte von DMSO auf den Triglyceridgehalt von mageren und fetten C. elegans-Wildtypen (N2) nach 
dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 (fett) und jeweils mit 0,1 %, 0,2 %, 0,5 %, 1 % oder 2 % DMSO für 
drei Tage gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freie Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) 
gemessen und Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren 
entsprechende Gehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus zwei unabhängigen Versuchen. Rote Linien indizieren die 
Mittelwerte. 
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4.3.1 Einfluss von Orlistat auf die Körpergröße und die Anzahl der Eier in utero  

Orlistat ist ein anti-obesogenes Pharmakon zur Behandlung von Adipositas bei Menschen 

(Guerciolini, 1997, Ballinger und Peikin, 2002). Durch kovalente Bindung an das aktive Zentrum von 

Lipasen im Darm, werden diese irreversibel inaktiviert, sodass die Hydrolyse der Nahrungsfette in 

resorbierbare freie Fettsäuren und Monoglyceride nicht mehr erfolgen kann (Guerciolini, 1997, 

Ballinger und Peikin, 2002). Die Fett-reduzierende Wirkung von Orlistat wurde, unter Verwendung 

als Positivkontrolle, in einigen Agarplatten-basierten Studien bereits gezeigt (Martorell et al., 2012, 

Navarro-Herrera et al., 2018, Llopis et al., 2019, Aranaz et al., 2020). Diese Wirkung wurde in der 

vorliegenden Studie in den Nematoden der Flüssigkultivierung mit unterschiedlichen 

Nachweismethoden überprüft und näher charakterisiert. Dazu wurden L1-Larven für drei Tage mit 

1x OP50 und 4x OP50 und jeweils 10 µM Orlistat kultiviert. Repräsentative Durchlicht-Aufnahmen 

von unbehandelten und Orlistat-behandelten Nematoden sind in Abbildung 23 dargestellt. 

 

  

  

Abbildung 23: Durchlicht-Aufnahmen von Orlistat-behandelten C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage (3 d) 
gefüttert. Abgebildet sind repräsentative Aufnahmen von Nematoden der unterschiedlich gefütterten, Kontroll- und 
Orlistat-behandelten Populationen, die die Orlistat-Effekte auf die Entwicklung und die Anzahl intrauteriner Eier 
verdeutlichen. Die Durchlicht-Aufnahmen erfolgten am ZOETM Fluorescent Imager (20x/0,4-Objektiv, 175x-Vergrößerung) 
(Bio-Rad). 

 

Die quantitative Auswertung der Eizahl anhand der Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent 

Imager) zeigte im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle allerdings keinen signifikanten Effekt auf die 

Eizahl durch die Orlistat-Behandlung in mageren Nematoden (8 ± 3 Eier/Nematode), sondern nur 

in fetten Nematoden (Diagramm 30 D). Fette DMSO-Kontrollnematoden trugen im Mittel 

24 ± 6 Eier und fette, Orlistat-behandelte Nematoden hingegen nur 20 ± 7 Eier. Die verringerte 

Eizahl in utero prägte sich auch lediglich in der Körperfläche und im berechneten Körpervolumen 

der fetten, Orlistat-behandelten Nematoden aus (Diagramm 30 B und Diagramm 30 C). Demnach 
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führte die Orlistat-Behandlung in fetten Nematoden zu einer Reduzierung der Körperfläche um 

12 % und des Körpervolumens um 19 %. 

 

 

Diagramm 30: Effekt von Orlistat auf die Körpergröße und die Anzahl der Eier (in utero) von C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage 
gefüttert. Die Körperlängen (A) und -flächen pro Nematode (B) wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen (Opera Phenix, 
PerkinElmer) mit der Software Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt. Die Körpervolumina pro Nematode (C) wurden 
approximiert nach der Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Anzahl der Eier im Nematoden (D) wurde durch 
Auszählung der Eier anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) bestimmt. Die Datenpunkte 
repräsentieren die jeweiligen Körperparameter pro Nematode (N = 167 – 233 Nematoden) und Anzahl der Eier pro 
Nematode (in utero) (N = 20 – 22 Nematoden) aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± Standard-
abweichungen, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 



Ergebnisse 

 

 93 

4.3.2 Einfluss von Orlistat auf den Fett- bzw. Triglyceridgehalt  

Der Orlistat-Effekt auf den Fettgehalt der Wildtypen wurde zunächst mit der Nile Red (NR)-

Färbemethode überprüft. Diese zeigte für beide, durch unterschiedliche Futtermengen generierte 

Fettphänotypen kaum oder nur einen geringfügigen Orlistat-Effekt auf die Körperfläche. Der Fett-

reduzierende Effekt durch Orlistat wurde mit der NR-Färbung nur in fetten Nematoden durch 

verringerte Fluoreszenzsignale indiziert (Diagramm 31). 

 

 

Diagramm 31: Effekte von Orlistat auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach 
dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage 
gefüttert (3 d). Nach der Nile Red-Färbung von fixierten Nach der Nile Red-Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die 
Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ 
λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software Harmony (PerkinElmer). Die 
dargestellten Datenpunkte repräsentieren jeweils die Körperfläche pro Nematode und die mittlere Fluoreszenzintensität 
pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), aus einem Versuch (N = 43 – 61 Nematoden).  
Statistik: Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Bei der Bestimmung der Triglyceridgehalte zeigte sich der inhibierende Effekt von Orlistat auf die 

Fetteinlagerung anhand von verringerten Triglyceridgehalten sowohl in mageren, als auch in fetten 

Nematoden (Diagramm 32). Dabei war eine auffällig drastische Reduzierung der Triglyceridgehalte 

nach der Orlistat-Behandlung zu beobachten. Die Werte nahmen im Mittel entsprechend von 

5,7 ± 2,1 ng TAG/nl (DMSO-Kontrolle) zu 0,6 ± 0,2 ng TAG/nl (10 µM Orlistat) (Reduktion um 90 %) 

in mageren Nematoden (Diagramm 32 A) und von 7 ± 1,8 ng TAG/nl zu 2,6 ± 1,1 ng TAG/nl 

(Reduktion um 60 %) in fetten Nematoden ab (Diagramm 32 B). Darüber hinaus bewirkte die 

Orlistat-Behandlung scheinbar eine geringfügige Erhöhung der freien Glycerolmengen pro 

Körpervolumen in mageren Nematoden (Diagramm 32 A). 
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Diagramm 32: Effekte von Orlistat auf die Triglyceridgehalte von C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Gehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus drei unabhängigen Versuchen mit technischen Triplikaten (N = 8 – 9 Proben). 
Statistik: Mittelwert ± Standardabweichung, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

4.3.3 Einfluss von Orlistat auf intestinale lipid droplets  

Die Analyse der lipid droplets im anterioren Darmbereich spiegelte ebenfalls die Fett-reduzierende 

Wirkung von Orlistat wider. Eine Verringerung der mittleren Anzahl der LD war hierbei zwar nur in 

den mageren Nematoden zu sehen (um 16 %), die mittlere LD-Größe sowie die mittlere Summe der 

LD-Volumina waren im Median jedoch in beiden Fettphänotypen signifikant reduziert (Diagramm 

33 B und C). Dabei lagen der Median der mittleren LD-Größe der mageren DMSO-

Kontrollnematoden bei 0,6 µm³ (0,4 – 0,8) und der entsprechenden Orlistat-behandelten 

Nematoden bei 0,4 µm³ (0,3 – 0,6). Orlistat verringerte in fetten Nematoden die mittlere LD-Größe 

mit medianen Werten von 1,7 µm³ (1,3 – 2,1) auf 1,3 µm³ (1,1 – 1,6) (Diagramm 33 B). Die mittlere 

Summe der LD-Volumina reduzierte sich im Median nach der Orlistat-Behandlung in mageren 

Nematoden entsprechend von 10,7 µm³ (7,8 – 14,5) auf 6 µm³ (3,5 – 8,5) und in fetten Nematoden 

von 27,9 µm³ (24,1 – 33,9) auf 21,2 µm³ (16,4 – 26,6) (Diagramm 33 C). Repräsentative Bild-

Aufnahmen (Airy Scan LSM 880) von unbehandelten und Orlistat-behandelten, mageren und fetten 

Nematoden sind in Abbildung 24 gezeigt. 
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Diagramm 33: Effekte von Orlistat auf die intestinalen lipid droplets von LIU1-Nematoden nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven des transgenen LIU1-Stammes [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)] wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 
0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage gefüttert, fixiert und anschließend mit LipidTOXTM Deep Red 
(1:1000) gefärbt. Es erfolgte die Aufnahme des anterioren Darmbereich der LIU1-Nematoden mit dem 63x-Öl-Objektiv 
(NA = 1,4) des Airy Scan LSM880 (Zeiss) im Differentialinterferenzkontrast (DIC), bei λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm und im 
bei λEx = 633 nm/ λEm = 692 nm. Die Anzahl, Größe und Dichte von lipid droplets (LD) wurde in drei definierten Bereichen 
(698 µm³) des anterioren Darmabschnitts mit der Software Imaris x.64 (Oxford Instruments) bestimmt und die 
Durchschnittswerte gemittelt. Die Datenpunkte repräsentieren die mittlere Anzahl (A), das mittlere Volumen (B) und die 
mittlere Dichte (Summe der Volumina) (D) intestinaler LD pro Nematode aus vier unabhängigen Versuchen (N = 40 
Nematoden). Statistik: Median ± 95 % Konfidenzintervall, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 
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Abbildung 24: Effekte von Orlistat auf die intestinalen lipid droplets von unterschiedlich gefütterten LIU1-Nematoden 
nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven des transgenen LIU1-Stammes [dhs-3p::dhs-3::GFP + unc-76(+)] wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 
0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage gefüttert, fixiert und anschließend mit LipidTOXTM Deep Red 
(1:1000) gefärbt. Die Aufnahme des anterioren Darmabschnittes der Nematoden erfolgte mit dem 63x-Öl-Objektiv 
(NA = 1,4) des Airy Scan LSM880 (Zeiss) im Differentialinterferenzkontrast (DIC), bei λEx = 488 nm/ λEm = 545 nm und bei 
λEx = 633 nm/ λEm = 692 nm. Dargestellt sind die mit dem grün-fluoreszierenden Protein GFP-gekoppelten intestinalen 
lipid droplets (LD) und mit LipidTOXTM Deep Red gefärbten Gesamt-LD im Querschnitt des anterioren Nematoden-Darms. 

 

4.3.4 Einfluss von Orlistat auf Fettsäuregehalt und–muster von adulten C. elegans und 
der Eier  

Im Folgenden wurde der Effekt von Orlistat auf die Fettsäuremuster in mageren und fetten 

Wildtypen analysiert. Die quantitative Bestimmung mittels GC-MS zeigte ebenfalls die 

Beeinflussung der Fettsäuregehalte durch Orlistat in beiden Fettphänotypen. In graviden 

Nematoden beider Futtermengenregime waren die Gesamtfettsäuremengen durch Orlistat 

signifikant verringert (Diagramm 34 A): Die Abnahme der mittleren Fettsäuremengen von 

35,3 ± 4,2 pmol FS/graviden Nematoden zu 26,8 ± 2,7 pmol FS/graviden Nematoden (magerer 

Nematode) und von 86,1 ± 5,8 pmol FS/graviden Nematoden zu 68,2 ± 13,3 pmol FS/graviden 

Nematoden (fetter Nematode). Die Messung der Fettsäuregehalte in den Eiern zeigte, dass weder 

die Futtermenge, die die parentalen Nematoden während des Heranreifens zu adulten Nematoden 

erhielten, noch die Orlistat-Behandlung einen signifikanten Effekt auf den FS-Gehalt der Eier hatte 

(Diagramm 34 C). Die Eier nahmen bis zu 30 % des Gesamtfettgehalts der graviden Nematoden 

(unbehandelt und Orlistat-behandelt) ein, wobei die mittleren, absoluten FS-Gehalte der Eier 

zwischen 2,3 – 2,8 pmol FS/Ei lagen (Diagramm 34 C). Bei rechnerischer Subtraktion der 

Fettsäuregehalte der Eier vom Gesamtfettsäuregehalt gravider Nematoden, war der Fett-
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reduzierende Effekt von Orlistat in 1x OP50 und 4x OP50-gefütterten Nematoden nicht signifikant, 

wies aber einen Trend hin zu einer Verringerung des FS-Gehalts auf (Diagramm 34 B). 

 

 

Diagramm 34: Einfluss von Orlistat auf den Gesamtfettsäuregehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) und der zugehörigen 
Eier nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtfettsäuregehalte von graviden Nematoden und aus graviden Nematoden isolierten Eiern wurden 
über die Gaschromatographie-gekoppelte Massenspektrometrie (GC-MS) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die 
mittleren Gesamtfettsäuregehalte pro gravidem Nematoden (A) und pro Ei (C), sowie die rechnerisch ermittelten 
mittleren Gesamtfettsäuregehalte pro Nematode (Adult – Eier) (B) aus zwei unabhängigen Versuchen mit technischen 
Triplikaten (N = 6 Proben). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-Test: p ≤ 0,05, ns = nicht 
signifikant. 

 

Darüber hinaus beeinflusste Orlistat auch das FS-Mengen der Nematoden, wobei die Mengen an 

SFAs und Cyclo-FS sowohl in mageren, als auch fetten Nematoden signifikant vermindert waren 

(Diagramm 35 A und Diagramm 35 B). Der Gesamtfettsäuregehalt der Eier magerer und fetter 

Nematoden schien durch die Orlistat-Behandlung nicht beeinflusst zu sein, wobei die Analyse der 

FS-Zusammensetzung keine signifikante, jedoch tendenzielle Reduzierungen der einzelnen 

Fettsäuremengen indizierte (Diagramm 35 C und Diagramm 35 D). 
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Diagramm 35: Einfluss von Orlistat auf die absoluten Fettsäuregehalte einzelner Fettsäuregruppen von 
C. elegans-Wildtypen (N2) und zugehörigen Eier nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO oder 10 µM Orlistat für drei Tage gefüttert. Die 
Gesamtfettsäuregehalte von graviden unbehandelten und Orlistat-behandelten Nematoden und aus graviden 
unbehandelten und Orlistat-behandelten Nematoden isolierten Eiern wurden über die Gaschromatographie-gekoppelte 
Massenspektrometrie (GC-MS) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die rechnerisch ermittelten gruppierten 
mittleren Fettsäuregehalte pro Nematoden (Adult-Eier) (A – B) und pro Ei (C – D) aus zwei unabhängigen Versuchen mit 
technischen Triplikaten (N = 6 Proben). Statistik: Mittelwerte Standardabweichungen, t-Test mit Korrektur für multiple 
Vergleiche über die Holm-Sidak-Methode: *p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Die prozentuellen Anteile einzelner Fettsäuregruppen von den Gesamtlipiden waren ebenfalls in 

den Nematoden und den Eiern durch Orlistat signifikant verändert (Diagramm 36). Die generell 

hohen relativen Anteile an ungesättigten FS (MUFAs, 3-und 6-PUFAs), im Gegensatz zu geringen 

SFA- bzw. Cyclo-FS-Anteilen, wurden in mageren Nematoden durch die Orlistat-Behandlung 

zusätzlich erhöht (Diagramm 36 A). Diese Zunahme ging einher mit einer signifikanten Erhöhung 

auch von verzweigten FS, während die relativen Anteile der SFAs und Cyclo-FS dahingegen 

verringert waren. Eine ähnliche Umverteilung der Fettsäureanteile im Gesamtlipidhaushalt war in 

den fetten Nematoden zu beobachten, jedoch mit Ausnahme der MUFA- und SFA-Anteile 

(Diagramm 36 B). Bei der Betrachtung der Eier zeigte sich lediglich eine signifikante Änderung der 
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FS-Anteile in den Eiern magerer Nematoden, die eine Verringerung der 3-PUFA und eine Erhöhung 

der verzweigten FS durch die Orlistat-Behandlung der Nematoden aufwiesen (Diagramm 36 C).  

 

 

Diagramm 36: Einfluss von Orlistat auf das Fettsäuremuster von C. elegans-Wildtypen (N2) und der zugehörigen Eier 
nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO oder 10 µM Orlistat für drei Tage gefüttert. Die 
Gesamtfettsäuregehalte von graviden unbehandelten und Orlistat-behandelten Nematoden und aus graviden 
unbehandelten und Orlistat-behandelten Nematoden isolierten Eiern wurden über die Gaschromatographie-gekoppelte 
Massenspektrometrie (GC-MS) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die relativen Fettsäuregehalte im 
Gesamtlipidgehalt (Fettsäuremuster) in den Nematoden (Adult-Eier) (A – B) und den Eiern (C – D) aus zwei unabhängigen 
Versuchen mit technischen Triplikaten (N = 6 Proben). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, t-Test mit 
Korrektur für multiple Vergleiche über die Holm-Sidak-Methode: *p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

Bei der Betrachtung ungesättigter FS verursachte Orlistat ebenfalls eine Verschiebung in den 

6/-PUFA- und MUFA/PUFA-Verhältnissen, die der Tabelle 3 entnommen werden können. Die 

Orlistat-Behandlung bewirkte in mageren, adulten Nematoden keine Veränderung des 6-zu--

PUFA-Verhältnisses, während in fetten, adulten Nematoden eine tendenzielle Verringerung des 

Verhältnisses zu beobachten war (Tabelle 3). Das MUFA-zu-PUFA-Verhältnis hingegen war durch 

Orlistat in beiden Fettphänotypen signifikant verringert. In den Eiern waren die beiden FS-

Verhältnisse lediglich durch die Orlistat-Behandlung magerer Nematoden verändert und prägten 
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sich durch eine signifikante Erhöhung des 6-zu--PUFA-Verhältnisses und ein tendenziell 

gesteigertes MUFA-zu-PUFA-Verhältnis aus (Tabelle 3). 

 
Tabelle 3: Fettsäureverhältnisse in drei Tage alten, unterschiedlich gefütterten und Orlistat-behandelten C. elegans 

(Adult – Eier) und in den zugehörigen Eiern 

adulte Nematoden (Adult – Eier) 

 1x OP50 4x OP50 

 Kontrolle 10 µM Orlistat Kontrolle 10 µM Orlistat 

6/3-PUFA 0,92 ± 0,25 0,96 ± 0,03 1,46 ± 0,34 1,27 ± 0,29 

MUFA/PUFA  0,62 ± 0,09 0,50* ± 0,01 0,84 ± 0,10 0,64* ± 0,07 

 

Eier 

 1x OP50 4x OP50 

 Kontrolle 10 µM Orlistat Kontrolle 10 µM Orlistat 

6/3-PUFA 0,80 ± 0,04 1,03* ± 0,12 1,34 ± 0,16 1,30 ± 0,08 

MUFA/PUFA  0,66 ± 0,06 0,74 ± 0,08 0,86 ± 0,05 0,85 ± 0,07 

dargestellt sind Mittelwerte ± Standardabweichungen aus zwei unabhängigen Versuchen (N = 6 Proben), *signifikant mit 

p ≤ 0,05 (Mann Whitney U-Test), Signifikanzen beziehen sich auf die jeweilige Kontrolle (0,2 % DMSO) 
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4.4 Einfluss der Futtermengen-induzierten Fettgehalte von C. elegans auf den 

Fettgehalt der Folgegenerationen  

Im letzten Teil der Arbeit wurde die Weitergabe von Fettmetabolismus-assoziierten Effekten in die 

Folgegenerationen untersucht. Aus den vorherigen Untersuchungen ging hervor, dass eine 

vermehrte Futtergabe in einem erhöhten Fettgehalt resultierte. Die Veränderung der Futtermenge 

(Erhöhung oder Verringerung) wurde daher als externer Stimulus angesehen und der Effekt anhand 

der jeweiligen Fettgehalte in den Folgegenerationen näher analysiert. Dabei wurde zwischen der 

multigenerationalen und der intergenerationalen Effektweitergabe unterschieden. Die zuvor 

aufgeführten Methoden zur Fettbestimmung in C. elegans zeigten eine gute Korrelation zwischen 

den jeweiligen Messparametern, weswegen für die Analyse des Fettgehalts der Nematoden 

mehrerer Generationen eine Methodik ausgewählt wurde, die das Fett quantitativ gut abbildete 

und für einen hohen Durchsatz geeignet war: der Triglyerid-Assay. Dargestellt werden im Folgenden 

lediglich die Triglyceridgehalte der Nematoden. Die entsprechenden Daten der Gesamtglycerol- 

und freien Glycerolmenge sind dem Anhang zu entnehmen. 

 

4.4.1 Einfluss der kontinuierlichen, vermehrten Futtergabe auf den Fettgehalt 
der Folgegenerationen (multigenerationale Exposition)  

Für die multigenerationale Studie wurde die Hypothese aufgestellt, dass eine anhaltende 

Ernährungsumstellung durch eine Futtermengenerhöhung von 1x OP50 auf 4x OP50, beginnend 

von der parentalen Generation über mehrere Folgegenerationen, bestimmte Effekte auf den 

Fetthaushalt der Nematoden der jeweiligen nachfolgenden Generationen auslöst. Dabei wurde die 

Fütterung einer 1-fachen OP50-Futtermenge als Ausgangspunkt angenommen.  

Für die Untersuchung erhielt die Elterngeneration P0 entweder 1x OP50 oder erstmalig 4x OP50. 

Über mindestens drei Folgegenerationen (F1 – F3) wurden die Nematoden jeweils kontinuierlich 

mit derselben Futtermenge gefüttert, und die Fettgehalte der Nematoden anhand der 

Triglyceridgehalte bestimmt (multigenerationale Exposition). Die kontinuierliche, erhöhte 

Fütterung mit 4x OP50 über mindestens vier Generationen zeigte zunächst weder einen 

signifikanten Einfluss auf die Körpergrößen, noch auf Anzahl der Eier in den Folgegenerationen 

F1 – F4 (Diagramm 37 A – D). Bei der Betrachtung der Generationen, die mit gleichbleibender 

1x OP50 Futtermenge gefüttert wurden, blieben die zuvor genannten Parameter reproduzierbar 

stabil. Bei der Körpergrößenbestimmung ist anzumerken, dass die Daten aus einem Versuch sich 

auf die Ausmessung anhand von ZOETM-Bild-Aufnahmen beziehen. Durch die methodisch bedingte 

Aufnahme der unter dem Deckgläschen zusammengedrückten Nematodenkörper, wurden 

Körperflächen und folglich berechneten Körpervolumina eher überschätzt (im Diagramm 37 rot 

markiert). 
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Diagramm 37: Multigenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Körpergröße und Anzahl der Eier von 
adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven wurden kontinuierlich mit 1x OP50 oder kontinuierlich mit 4x OP50 über mehrere Generationen gefüttert (P0 
– F4). Die Körperlängen und -flächen pro Nematode wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen vom ZOETM Fluorescent 
Imager (Bio-Rad) oder Opera Phenix (PerkinElmer) mit der Software Wormdetector (Nils Körber, BfR) bestimmt und die 
Körpervolumina pro Nematode approximiert nach der Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die Anzahl der Eier im 
Nematoden (D) wurde durch Auszählung der Eier anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) 
bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die jeweiligen mittleren Körperparameter pro Nematode (A – C: N = 57 – 117 
Nematoden) und die mittlere Anzahl der Eier (in utero) pro Nematode (D: N= 10 – 30 Nematoden) aus drei unabhängigen 
Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 0,05. 

 

Bei der Triglyceridgehaltsbestimmung war kein signifikanter Unterschied im Fettgehalt der 

jeweiligen Folgegenerationen durch die kontinuierliche Gabe einer 4-fachen Futtermenge zu 

erkennen (Diagramm 38 B). Ein Trend hin zu einer Fettgehaltsänderung war ebenfalls nicht 

ersichtlich, zumindest nicht mit der vorliegenden Anzahl an biologischen Replikaten (n = 3 mit 

technischen Triplikaten). Der Unterschied zwischen den Fettgehalten der Nematoden beider 

Futtermengen innerhalb der jeweiligen Generationen war zwar nicht signifikant, allerdings ließ sich 

in den mit 4x OP50 gefütterten Nematoden aller Folgegenerationen weiterhin ein Trend hin zu 

höheren Triglyceridwerten gegenüber den mit 1x OP50 gefütterten Nematoden der gleichen 

Generation ausmachen (Diagramm 38 A und B). 
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Diagramm 38: Multigenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte von adulten 
C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven wurden kontinuierlich mit 1x OP50 (A) oder kontinuierlich mit 4x OP50 (B) über mehrere Generationen 
gefüttert (P0 – F4). Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) 
gemessen und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren 
entsprechende Mittelwerte von Triplikaten der Triglyceridgehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus drei unabhängigen 
Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), *p ≤ 0,05. 

 

4.4.2 Einfluss der erhöhten Futtermenge in der parentalen Generation auf 
den Fettgehalt der Folgegeneration (intergenerationale Exposition)  

Im nächsten Ansatz wurde die intergenerationale Effektvererbung der erhöhten Futtermenge auf 

den Fettgehalt der Wildtypen beleuchtet. Dazu wurde untersucht, ob ein Futtermengen-

assoziierter Effekt auf den Fettgehalt der direkten Nachkommen (F1) von der Elterngeneration P0 

induzierbar war, wenn die P0 erstmalig einer 4-fachen Futtermenge exponiert war und F1-

Generation beginnend ab dem L1-Stadium die 1-fache Futtermenge erhielt (rechallenge). Als 

Referenz dazu wurden Nematoden der F1-Generation ebenfalls mit 4x OP50 gefüttert. Als 

zusätzlicher Vergleich zu der erhöhten Futtermengen-Exposition wurden nicht-exponierte 

Nematoden von P0 (mit 1x OP50 gefüttert) parallel mitgeführt, deren F1-Generation ebenfalls mit 

jeweils einer der beiden Futtermengenoptionen kultiviert wurden.  

Da die P0-Generation während der gesamten Entwicklung mit einer erhöhten Futtermenge 

gefüttert wurde, waren auch die Keimzellen der parentalen Nematoden der erhöhten Futtermenge 

exponiert. Durch die bestehende Exposition während der Reifung zum adulten Nematoden und der 

Produktion der Nachkommen waren folglich auch die Eier (F1-Generation) der Nematoden indirekt 

der erhöhten Futtermenge exponiert, sodass die Hypothese abgeleitet wurde, dass die parentale 

4-fache Futtermengenerfahrung potentiell Einfluss auf die Regulierung des Fettmetabolismus der 

F1-Generation nimmt. Diese Hypothese wurde jedoch nicht bestätigt. Die Exposition der erhöhten 

Futtermenge in der P0-Generation zeigte weder ein Effekt auf die Körpergröße, noch die Anzahl der 

Eier der 1x OP50-gefütterten F1-Generation (rechallenge) (Diagramm 39 A – D).  



Ergebnisse 

 

104   

 

Diagramm 39: Intergenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Körpergröße und Anzahl der Eier von 
C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven der P0-Generation wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die L1-Larven der Folgegeneration 
(F1) von P0 (1x OP50), als auch von P0 (4x OP50) wurden anschließend jeweils mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage 
gefüttert. Die Körperlängen und -flächen pro Nematode wurden anhand von Durchlicht-Aufnahmen vom ZOETM 
Fluorescent Imager (Bio-Rad) oder Opera Phenix (PerkinElmer) mit der Software Wormdetector (Nils Körber, BfR) 
bestimmt und die Körpervolumina pro Nematoden approximiert nach der Volumenformel eines Zylinders berechnet. Die 
Anzahl der Eier im Nematoden wurde durch Auszählung der Eier anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent 
Imager) bestimmt. Die Datenpunkte repräsentieren die jeweiligen mittleren Körperparameter pro Nematode aus drei 
unabhängigen Versuchen (A – C: N = 67 – 91 Nematoden) und die mittlere Anzahl der Eier (in utero) pro Nematode aus 
zwei unabhängigen Versuchen (N = 60 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Mann Whitney U-
Test, p ≤ 0,05. 

 

Anhand der Triglyceridgehalte war ebenfalls kein auffälliger Unterschied zwischen den 1x OP50-

gefütterten F1-Generationen exponierter (rechallenge) und nicht-exponierter Elterngenerationen 

(P0) zu beobachten (Diagramm 40). Der Vergleich aller F1-Generationen, die mit derselben 

Futtermenge gefüttert wurden, zeigte, dass die Exposition einer erhöhten Futtermenge in der P0-

Generation keine direkten Effekte auf alle betrachteten Parameter der Folgegeneration auslöste. 

Weiterhin konsistent war hingegen der Unterschied zwischen 1x OP50- und 4x OP50-gefütterten 

Nematoden, der in der Körpergröße sowie den Triglyceridgehalten innerhalb der jeweiligen 

Generationen zu sehen war (Diagramm 39 A – C und Diagramm 40). Zumindest in diesem 

Fütterungsmodell von C. elegans mit 1x OP50 und 4x OP50, zeigten sich anhand der vorliegenden 

Daten sowohl bei der multi- als auch intergenerationalen Exposition der erhöhten Futtermenge 

(4x OP50) keine Effekte auf die Körpergröße, Anzahl der Eier oder den Fettgehalt der 

Folgegenerationen. 
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Diagramm 40: Intergenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte von adulten 
C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven der P0-Generation wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die L1-Larven der Folgegeneration 
(F1) von P0 (1x OP50), als auch von P0 (4x OP50) wurden anschließend jeweils mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Triglyceridgehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus drei unabhängigen Versuchen. 
Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), p ≤ 0,05, ns = nicht 
signifikant. 

 

 



Diskussion 

 

106   

5 Diskussion  

5.1 Entwicklung eines optimierten Nile Red-Färbeprotokolls zur semiquantitativen 

Fettbestimmung in C. elegans  

Zur Bestimmung des Fettes in C. elegans stehen unterschiedlichste mikroskopische und 

biochemische Nachweismethoden zur Verfügung (Clokey und Jacobson, 1986, Nan et al., 2003, 

Cheng und Xie, 2004, Evans et al., 2005, Elle et al., 2010, Yen et al., 2010, Zhang et al., 2010b, 

Freudiger et al., 2011, Klapper et al., 2011, Castro et al., 2012, Depuydt et al., 2014, Wählby et al., 

2014, Fouad et al., 2017, Gao et al., 2017). Zusätzlich zur Quantifizierung von Fettgehalten 

und -zusammensetzungen, erlaubt der transparente Körper der Nematoden auch die Visualisierung 

des Fettes, welches in sogenannten lipid droplets gespeichert wird, und bietet somit zusätzliche 

Informationen über die Fettverteilung im Nematodenkörper (Riddle et al., 1997b, Jones und 

Ashrafi, 2009). Die unterschiedlichen Methodiken mit ihren Schwächen und Limitationen, die 

teilweise abhängig von ihrer Durchführung sind, können der Tabelle 4 entnommen werden. 

 
Tabelle 4: Methoden zur Bestimmung des Fettes in C. elegans 

 
8 Kohärente Anti-Stokes-Raman-Spektroskopie 
9 Stimulierte Raman-Streuung 
10 Gaschromatographie- gekoppelte Massenspektroskopie 
11 Flüssigkeitschromatographie-gekoppelte Massenspektroskopie 

 Methode Endpunkt Vorteile Nachteile 

M
ik

ro
sk

o
p

is
ch

e
 V

e
rf

ah
re

n
 

Färbungen: 

Nile Red (NR) 

Sudan Black BODIPYTM 

LipidTOXTM Oil-Red-O 

semiquantitative 

Fettbestimmung 

anhand von 

Fluoreszenz-/ 

Färbeintensitäten 

einfache Anwendung, zeit- 

und kostengünstig, 

Hochdurchsatz möglich 

oftmals Fixierung notwendig, 

variable Resultate und Fusion 

von lipid droplets (LD) 

abhängig vom Fixierungsmittel 

möglich, unspezifische Färbung 

von LRO bei Lebendfärbung 

(NR, BODIPYTM) 

CARS8- und SRS9-

Mikroskopie 

Bestimmung der 

LD-Anzahl, -Größe 

und -Dichte 

keine Färbung notwendig 
spezielle Apparatur notwendig, 

kein Hochdurchsatz 

Hochauflösungs-

mikroskopie: 

Färbungen  

transgene Nematoden 

Bestimmung der  

LD-Anzahl, -Größe 

und -Dichte 

Analyse der Fettverteilung, 

selektive Betrachtung 

verschiedener 

Kompartimente 

spezielle Apparatur notwendig, 

kein Hochdurchsatz 

B
io

ch
e

m
is

ch
e

 V
e

rf
ah

re
n

 

Triglycerid-Assay 

quantitative 

Bestimmung von 

Triglyceridgehalten 

Einfache Anwendung, 

Hochdurchsatz möglich 

mögliche Einschränkung bei 

Untersuchungen von Lipase-

hemmenden Substanzen 

GC-MS10 

LC-MS11 

quantitative 

Bestimmung von 

Fettsäuren 

Bestimmung der Gehalte und 

Zusammensetzung einzelner 

Lipidextrakte (spezifische 

Lipidfraktionen) 

spezielle Apparatur notwendig, 

kein Hochdurchsatz 
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Eine häufig genutzte Methode zur Fettbestimmung stellt dabei das Anfärben von fettreichen 

Strukturen in den Nematoden mit lipophilen Farbstoffen, wie Nile Red (NR), dar (Fowler und 

Greenspan, 1985, Greenspan et al., 1985, Chen et al., 2009). Über die Jahre wurde für die 

Färbemethode mit dem Fluoreszenzfarbstoff NR die Notwendigkeit der Fixierung der Nematoden 

herausgestellt, um eine unspezifische Färbung von autofluoreszierenden Granula, den 

sogenannten Lysosomen-ähnlichen Organellen (LRO), zu vermeiden (Clokey und Jacobson, 1986, 

Hermann et al., 2005, Schroeder et al., 2007, Yen et al., 2010, Zhang et al., 2010b). Diese tritt 

zusätzlich zur Färbung der Hauptfettspeicher, den lipid droplets (LD), bei der Lebendfärbung auf 

und kann zur Fehlinterpretation von Ergebnissen führen (Clokey und Jacobson, 1986, Hermann et 

al., 2005, Schroeder et al., 2007, Yen et al., 2010, Zhang et al., 2010b). Für die Fixierung stehen 

Alkohol-basierte Medien wie Isopropanol, Ethanol oder Aceton zur Verfügung, wobei einige Studien 

für diese nachteilige Effekte, wie eine Fusionierung von LD, beschrieben, während Paraformaldehyd 

die morphologischen Strukturen der LD nicht beeinflusst (Fukumoto und Fujimoto, 2002, DiDonato 

und Brasaemle, 2003, Carter et al., 2010, Fujimoto und Parton, 2011). Wählby und Kollegen 

wiederum beschrieben ebenso negative Effekte der Paraformaldehydfixierung, wie eine variable 

Färbung und die Entstehung von beschädigten Nematodenkörpern (Wählby et al., 2014). Trotz der 

Fusion von LD durch Isopropanol, die in Parallelarbeiten in der eigenen Arbeitsgruppe ebenfalls 

beobachtet werden konnte, erlaubt das Fixierungsmittel die Detektion von Fettgehaltsänderungen 

in den Nematoden mit NR, die mit Paraformaldehyd hingegen nicht möglich ist (Wagner, 2020). 

Darüber hinaus wurde in einer Reihe von Studien nicht nur für die Färbung mit NR, sondern auch 

mit dem Farbstoff Oil-Red-O, Isopropanol als Fixierungsmedium bereits erfolgreich angewendet 

(O'Rourke et al., 2009, Pino et al., 2013, Wählby et al., 2014, Lynn et al., 2015, Sheng et al., 2015, 

Vrablik et al., 2015, Wang et al., 2016, Webster et al., 2017, Escorcia et al., 2018). Basierend auf 

diesen Erkenntnissen erfolgte die in der vorliegenden Arbeit durchgeführte NR-Färbemethode mit 

Isopropanol, wobei eine Konzentration von 40 % Isopropanol und eine 15-minütige Inkubation als 

ausreichende Parameter identifiziert wurden, um die Fixierung und Zugänglichkeit des Farbstoffes 

in die Nematoden zu gewährleisten. Dabei wurde eine variable Färbung der fixierten intrauterinen 

Eier anhand der emittierten Fluoreszenz beobachtet, die nicht durch eine unzureichende 

Fixierungsdauer von Isopropanol zu erklären waren, da die variable Färbung nach einer Fixierung 

der Eier von bis zu 180 min weiterhin auftrat. Diese Beobachtung ließ darauf schließen, dass die 

Wirksamkeit der Fixierung möglicherweise vom Reifegrad der Eier und damit verbundenen 

Beschaffenheit der sechsschichtigen Eischale abhängig ist, die nach der Befruchtung der Oozyte 

undurchlässig für Lebendfarbstoffe wird (Stein und Golden, 2018). Da vereinzelt gefärbte und 

ungefärbte Eier entlang des Uterus hin zur Vulva beobachtet werden konnten, ist es jedoch 

unwahrscheinlich, dass der Reifegrad der Eier ursächlich ist. In der Literatur wird weder eine 

variable Färbung der Eier nach der NR-Färbung beschrieben, noch werden fixierte, NR-gefärbte 
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Nematoden mit Eiern abgebildet, die zum Vergleich dienen könnten. Da der Effekt in allen 

Nematoden auftrat und die Anwendbarkeit der NR-Färbung in dieser Studie, die lediglich eine 

semiquantitative Fettbestimmung erlaubte, für die Detektion von Fettgehaltsunterschieden in den 

Nematoden nicht einzuschränken schien, wurde die variable Färbung der Eier bei der Auswertung 

vernachlässigt. Zudem wurden die Fettgehalte der Eier in einer anderen, im Folgenden 

beschriebenen, und weitaus zuverlässigeren Methode zur Fettgehaltsbestimmung der Nematoden 

mitberücksichtigt (siehe 4.2.3). Eine nähere Untersuchung des Phänomens in zukünftigen Studien 

könnte einen wertvollen Beitrag zum gegenwärtigen Kenntnisstand über die Synthese, potentielle 

Modifikation und damit verbundene, funktionelle Rolle der einzelnen Schichten der Eischale 

während der unterschiedlichen Stadien der Embryonalentwicklung von C. elegans leisten, für die 

bis heute keine Daten vorliegen. 

Für die Fettfärbung in den Nematoden wird häufig eine NR-Konzentration von 3 µg/ml eingesetzt 

(Mak et al., 2006, Zhang et al., 2010a, Pino et al., 2013, Wählby et al., 2014, Vrablik et al., 2015, 

Ramírez-Castrillón et al., 2021). In dieser Arbeit stellte sich bei der Prüfung zusätzlicher NR-

Konzentrationen im höher konzentrierten Bereich (bis zu 30 µg/ml NR-Färbelösung), unter 

Berücksichtigung unterschiedlicher Inkubationszeiten, eine Inkubation für 30 Minuten mit 

3 µg/ml NR-Färbelösung als ausreichende Parameter für die Fettfärbung in den Nematoden heraus. 

NR-Konzentrationen im niedrigeren Konzentrationsbereich (0,1 – 1 µg/ml NR-Färbelösung) wurden 

bereits in Wagners Arbeit für die Anwendbarkeit aufgrund unzureichender Färbung zur Erkennung 

der Nematoden mit dem automatisierten Analysesystem ausgeschlossen (Wagner, 2020).  

Die in dieser Arbeit optimierte und etablierte NR-Färbemethode im 96-Well-Plattenformat stellt ein 

schnelles und einfaches Verfahren zur Erfassung des Fettgehaltes der Nematoden dar, die neben 

der semiquantitativen Fettgehaltsbestimmung auch die Messung der Körperfläche erlaubt. Somit 

konnte eine zeit- und kostengünstige, im Hochdurchsatz durchführbare Färbemethode etabliert 

werden, um initiale Aussagen über den relativen Fettgehalt in Nematoden zu erhalten. 
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5.2 Eignung der Deletionsmutanten daf-2 und eat-2 als Positivkontrollen für die 

Fettuntersuchungen in C. elegans  

Zur Untersuchung von Veränderungen im Fettgehalt von C. elegans wurden daf-2- und eat-2-

Deletionsmutanten als Referenz untersucht, für die bekanntlich ein fetterer (daf-2) und ein magerer 

Phänotyp (eat-2) im Vergleich zum Wildtypen beschrieben wurde (Kenyon et al., 1993, Kimura et 

al., 1997, Lakowski und Hekimi, 1998, Brooks et al., 2009, Klapper et al., 2011, Fouad et al., 2017). 

Daf-2-defiziente Nematoden weisen eine Mutation in einem Gen auf, das dem humanen Rezeptors 

des Insulin-ähnlichen Wachstumsfaktors 1 (IGF-1) ähnelt (Kimura et al., 1997, Gems et al., 1998). 

Dieser ist ein wesentlicher Faktor im Insulin/IGF-1-Signalweg, der insbesondere das Wachstum, die 

Entwicklung, Langlebigkeit und den Lipidstoffwechsel der Nematoden reguliert (Jia et al., 2004, 

Ashrafi, 2007, Murphy und Hu, 2013). Die Hemmung des Insulin/IGF-1-Signalweges führt 

nachweislich zu einer Fettakkumulation in C. elegans (Kimura et al., 1997, Xu et al., 2012b, Depuydt 

et al., 2014). Daf-2-defiziente Nematoden haben laut Literaturangaben ein Entwicklungsoptimum 

bei 15 °C, wohingegen eine Kultivierung bei 20 °C, welches dem Temperaturoptimum des Wildtyp-

Stammes und der meisten C. elegans-Stämme entspricht, zu 15 % Dauerlarven in der daf-2-

defizienten Population führt (Gems et al., 1998). Eat-2 kodiert für eine Untereinheit des 

nikotinischen Acetylcholinrezeptors, der für die muskuläre Kontraktion des Pharynx notwendig ist, 

weswegen Deletionen in diesem Gen zu einer verringerten pharyngealen Pumprate und somit zur 

verlangsamten Nahrungsaufnahme führen, die folglich in einem verminderten Fettgehalt der 

Nematoden resultieren (Raizen et al., 1995, Lakowski und Hekimi, 1998, McKay et al., 2004). Die 

charakteristischen Fettphänotypen von daf-2- und eat-2-Deletionsmutanten, die ausschließlich für 

die Agarplatten-basierte Kultivierung beschrieben wurden, konnten in dieser Arbeit, mit der 

Kultivierung in Flüssigmedium bei 20 °C, nicht beobachtet werden. Stattdessen wiesen in 

Flüssigmedium kultivierte daf-2-defiziente Nematoden ein ähnliches Fettprofil wie die Wildtypen 

auf (siehe Diagramm 2 B). Dabei ist jedoch anzumerken, dass die bei 20 °C kultivierten daf-2-

defizienten Nematoden eine verzögerte Entwicklung aufzeigten (Abbildung 13) und zudem 

lichtmikroskopisch keine Dauerlarven in der Population beobachtet werden konnten. Bereits bei 

der Kultivierung bei dessen Temperaturoptimum von 15 °C in Vorstudien, trat diese Retardierung 

der Nematoden nicht nur in Flüssigmedium, sondern auch auf Agarplatten auf, sodass der Effekt 

nicht auf die Haltungsbedingung zurückzuführen war. Eine Temperaturverschiebung auf 20 °C 

beider Kultivierungsmethoden beschleunigte nur geringfügig die Entwicklung der daf-2-defizienten 

Nematoden, die Entwicklungsgeschwindigkeit war jedoch nicht mit der der Wildtypen vergleichbar 

(mikroskopische Beobachtung und NR-Datenauswertung, Daten nicht gezeigt), sodass für die 

Untersuchungen der Vergleich von einheitlichen Entwicklungsstadien mit Einhaltung derselben 

zeitlichen Haltungs- sowie Fütterungskonditionen nicht möglich war. Diese beobachtete Diskrepanz 

könnte auf eine negative Energiebilanz hinweisen, die sich nachteilig auf die 
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Entwicklungsgeschwindigkeit der daf-2-defizienten Nematoden auswirkte. Aufgrund der 

Kultivierung in Flüssigmedium sind die Nematoden gezwungen überwiegend zu schwimmen, was 

einen größeren Energieaufwand erfordert, als die kriechenden Fortbewegungen auf festen 

Agarplatten (Laranjeiro et al., 2017). Bereits in Vorversuchen zeigten sich anhand von Durchlicht-

Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) Unterschiede in der Morphologie der Wildtypen, wobei 

Agarplatten-kultivierte Wildtypen deutlich dicker waren und einen dunkler erscheinenden Darm 

aufwiesen, als Nematoden aus der Flüssigkultur, die einen dünneren, etwas längeren Körper mit 

blass erscheinendem Darm hatten. Durch vermehrt vorkommende Lipidtröpfchen (lipid droplets) 

und Granula im Darm kann ein höherer Brechungsindex bzw. eine höhere optische Dichte vorliegen, 

die zur dunkleren Erscheinung des Darms führt. Ein Zusammenhang zwischen einem dunkler 

erscheinenden Darm unter der Durchlichtbeleuchtung und dem Fettgehalt in Nematoden wurde 

bereits in einigen Publikationen diskutiert (Kenyon et al., 1993, Apfeld und Kenyon, 1998, McKay et 

al., 2003, Avery und You, 2012). Bei Durchlicht-Aufnahmen am ZOETM Fluorescent Imager kann 

allerdings, je nach der Dicke des Nematodenkörpers, die Quetschung des Körpers zwischen 

Objektträger und Deckglas unterschiedlich ausfallen und das Licht des Mikroskops unterschiedlich 

stark gestreut werden, sodass dieser Faktor zum Erscheinungsbild des Nematodenkörpers bzw. des 

Darms in der Interpretation der mikroskopischen Aufnahmen zu berücksichtigen sind. Der 

verlängerte Körper der Nematoden, der aus der Flüssigkulturhaltung resultiert, wurde in anderen 

Vergleichsstudien ebenfalls beobachtet (Harada et al., 2016, Lev et al., 2019a). Interessanterweise 

scheint die Flüssigkultur, durch den damit einhergehenden Energieverbrauch sowie die vermutete 

Fettreduzierung, auf daf-2-defiziente Nematoden einen größeren Einfluss zu haben, als auf 

Wildtypen, die in der Flüssigkultur hingegen einen normalen Entwicklungszyklus aufweisen. Die 

Beobachtung von intrauterinen Eiern im Komma- und Bretzelstadium in drei Tage alten, 1x OP50-

gefütterten Wildtypen (Abbildung 13) wies auf eine verzögerte Eiablage der Nematoden hin, die 

unter veränderten, nachteiligen Umweltkonditionen, wie einem Futtermangel, auftritt und als bag 

of worms (BOW) bezeichnet wird (Trent et al., 1983, Riddle et al., 1997b, Chen und Caswell-Chen, 

2004, Schafer, 2006, Zhang et al., 2008). Folglich stellte die 1x OP50-Futtermenge in dieser Arbeit 

für den Versuchszeitraum von drei Tagen eine restriktive Nahrung für die Nematoden dar, sodass 

dieser Faktor bei der Entwicklungsverzögerung der daf-2-defizienten Nematoden eine Rolle 

gespielt haben könnte. Durch die Fütterung mit einer erhöhten OP50-Menge (in dieser Arbeit nicht 

gezeigt), konnten die in der Literatur beschriebenen Fettphänotypen beider Deletionsmutanten in 

der Flüssigkultur jedoch ebenfalls nicht ausgeprägt werden, sodass die beobachteten 

Fettphänotypen nicht mit einer eingeschränkten Ernährung erklärt werden konnten. Letztlich 

konnten die Faktoren, die zu dem unerwarteten Phänotyp geführt haben, in dieser Arbeit nicht 

identifiziert werden. 

Im Vergleich dazu hatten in Flüssigmedium-kultivierte eat-2-Deletionsmutanten in dieser Arbeit 
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interessanterweise einen längeren und dickeren Körper mit dunkler erscheinenden Darm und 

trugen mehr Eier als die Wildtypen (Abbildung 13). Die NR-Färbung bestätigte die mikroskopischen 

Beobachtungen von erhöhten Körpergrößen und erhöhten Fettgehalten der eat-2-

Deletionsmutanten (Diagramm 2 B). Die Kultivierung in Flüssigmedium und die erhöhte körperliche 

Aktivität schienen in eat-2-defizienten Nematoden, anders als in daf-2-defizienten Nematoden, 

paradoxerweise eine vermehrte Fetteinlagerung zu induzieren und die Entwicklung sowie die 

Reproduktion (Anzahl intrauteriner Eier) zu begünstigen. Der entstandene Phänotyp ist 

möglicherweise auf die Veränderung der Haltungskondition zurückzuführen, die eine Adaption der 

Nematoden an die Umgebungsbedingungen zufolge hatte. Die zugrundeliegenden Mechanismen 

für dieses Phänomen sind jedoch unklar. Eine Verwechslung der Deletionsmutanten-Stämme 

konnte durch Genotypisierung ausgeschlossen werden (Verifizierung über Eurofins Deutschland). 

Da beide Deletionsmutanten in der Flüssigkultur nicht die erwarteten, charakteristischen 

Fettphänotypen und keinen normalen Entwicklungszyklus aufzeigten, konnten sie als Kontrolle für 

die Fettbestimmung in C. elegans in dieser Arbeit nicht eingesetzt werden. Die Hintergründe der 

beobachteten Effekte erfordern weitere Untersuchungen, die gegebenenfalls mit Anpassungen der 

experimentellen Konditionen verbunden sind. Die Analyse von Genexpressionsmustern der 

Deletionsmutanten, bspw. mit Fokus auf zentrale Fettmetabolismus-assoziierte Gene wie sbp-1, 

fasn-1, atgl-1, nhr-49, fat-5, fat-6 und fat-7, könnten sowohl die beobachteten Fettprofile 

verifizieren, als auch beteiligte Mechanismen identifizieren, die zu den widersprüchlichen 

Fettphänotypen der Deletionsmutanten geführt haben (Avery, 1993, Lockery et al., 2012). Dabei 

sollte insbesondere die Genexpression von eat-2 und daf-2 untersucht werden, um mögliche 

(epigenetische) Genmodifikationen durch die Haltungsbedingung in Flüssigmedium 

auszuschließen. Die Genexpression und damit verbundene Nahrungsaufnahme sollte zudem durch 

Messungen der pharyngealen Pumprate der eat-2-defizienten, und zusätzlich der daf-2-defizienten 

Nematoden, über sogenannte Elektropharyngeogramme (EPG) überprüft werden (Weeks et al., 

2016). Die Untersuchung des Energiehaushalts könnte ebenfalls Aufschluss über das Wachstum, 

die Entwicklung und die Fettgehalte bieten, die sich in den beobachteten Phänotypen der 

Deletionsmutanten widerspiegelten. Zur Analyse des Energieverbrauchs in lebenden Nematoden 

stehen Methoden zur Verfügung, wie der Seahorse-Assay, der über die Messung der 

Sauerstoffbilanz der Nematoden indirekt den ATP-Level bzw. die zelluläre Atmung widergibt 

(Koopman et al., 2016).  
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5.3 Eignung von Glucose zur Generierung eines C. elegans-Phänotyps mit hohem 

Fettprofil  

Eine exzessive Nahrungszufuhr, insbesondere von Kohlenhydraten wie Glucose, resultiert in einem 

Ungleichgewicht zwischen Energieaufnahme und Verbrauch von Energiereserven, die zur 

Speicherung überschüssiger Nährstoffe in Form von Glykogen und Fetten in Menschen führt und 

bekanntlich zu einer Fettleibigkeit damit verbundenen Stoffwechselerkrankungen, Diabetes 

mellitus (Typ 2) und kardiovaskulären Erkrankungen beitragen kann (Minehira et al., 2004, Haslam 

und James, 2005, Hu und Malik, 2010, Aarnio et al., 2011, Basu et al., 2013, Bray und Popkin, 2014, 

Te Morenga et al., 2014, Czech, 2017, Petersen et al., 2017). Ähnlich wie bei Menschen, zeigte sich 

die Induzierbarkeit der Fettakkumulation durch eine Glucose-reiche Ernährung auch in Nagern, 

Drosophila melanogaster und C. elegans (Musselman et al., 2011, Tang et al., 2014, Lee et al., 2015, 

Musselman et al., 2019).  

Die Glucose-induzierte Fettakkumulation in C. elegans sollte in dieser Arbeit in der Flüssigkultur 

etabliert werden und als Positivkontrolle für die Fettuntersuchungen dienen. In diversen Studien 

konnten bereits eine Konzentrations-abhängige Fettakkumulation und Erhöhung der Körpergröße 

durch Glucose in den Nematoden beobachtet werden, die unter anderem durch die Aktivierung der 

Insulin/IGF-1- und TGF-/DAF-7-Signalwege, die Involvierung der Transkriptionsfaktoren 

SBP-1/MDT-15, DAF-16/FOXO und anderen Hauptakteuren des Glucose- und Fettmetabolismus 

nachgewiesen wurden (Truswell, 1994, Kimura et al., 1997, Schulz et al., 2007, Greer et al., 2008, 

Lee et al., 2009b, Schlotterer et al., 2009, Nomura et al., 2010, Choi, 2011, Pang et al., 2014b, Garcia 

et al., 2015, Lee et al., 2015, Lu und Qiu, 2017b, Alcántar-Fernández et al., 2018). Dabei 

unterscheiden sich die Studien jedoch in vielen experimentellen Aspekten, wie der exponierten 

Glucose-Menge, der Kultivierungsmethode, der Art und Dauer der Glucose-Exposition und den 

exponierten Larvenstadien, was einen Vergleich der Studien erschwert. Die Mehrheit dieser 

Glucose-Untersuchungen basiert auf der Kultivierung von Nematoden auf Agarplatten, bei denen 

die Glucose dem noch flüssigen, meist 55 °C warmen, Agar beigemischt wird. Dies kann jedoch zur 

Induktion der Maillard-Reaktion führen, bei der die zugegebene Glucose aufgrund der Wärme mit 

Proteinen im Agar reagiert und Reaktionsendprodukte, sogenannte advanced glycation end 

products (AGEs), bildet (Maillard, 1912, Monnier und Cerami, 1981, Feiner, 2006, Hunt, 2017). AGEs 

können in den Nematoden, neben der Glucose-Wirkung, zusätzliche Effekte hervorrufen und die 

Resultate der Glucose-Studien möglicherweise beeinflussen (Schlotterer et al., 2018, Shin et al., 

2020, Dubois et al., 2021, Kingsley et al., 2021, Yokoyama et al., 2021). Da die Nematoden sich auf 

der Oberfläche des festen, mit Glucose-supplementierten Agars fortbewegen und von den auf dem 

Agar befindlichen Bakterien ernähren, gelangt nur ein Bruchteil der Substanz in die Nematoden, 

der darüber hinaus schwer quantifizierbar ist (Caldicott et al., 2006, Stiernagle, 2006, Hunt, 2017). 

Zusätzlich kann die exponierte Konzentration von der Löslichkeit der Glucose im Agar, von 
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Feuchtigkeitsschwankungen des Agars und der Nematodendichte abhängig sein (Stiernagle, 2006, 

Szewczyk et al., 2006, Win et al., 2013, Hunt, 2017). In der Flüssigkultur hingegen wird Glucose, 

aber auch die Futterbakterien, von den Nematoden oral über das Kultivierungsmedium 

aufgenommen, wodurch eine exaktere und kontrolliertere Administration der 

Substanzkonzentration und der Nahrungsmenge erfolgen kann (Szewczyk et al., 2003, Hibshman et 

al., 2021). Ungeachtet der methodischen Unterschiede zu anderen Glucose-Studien, konnte in der 

vorliegenden Arbeit nach dreitägiger Kultivierung mit Glucose (1 µM – 10 mM), trotz auftretender 

Wachstumsinhibition eines Großteils der Nematodenpopulation, ab 100 µM Glucose eine 

konzentrationsabhängige Erhöhung des Fettgehalts und der Körpergröße bedingt in selektierten 

adulten Nematoden mittels der NR-Färbemethode nachgewiesen werden (Diagramm 4 B). Die 

Fettakkumulation in den Nematoden bestätigte den Prozess der Umwandlung übermäßig 

zugeführter Energie, die in Form von Glucose erfolgte, zu speicherbaren Fetten. Die Ergebnisse der 

Fettbestimmung im Hochdosisbereich von Glucose (in dieser Arbeit definiert mit Konzentrationen 

im Millimolar-Bereich ab 1 mM) zeigten eine potentielle Sättigung des Fettgehaltes in den 

Nematoden bei einer Administration von 5 mM Glucose, die sich in einer Verdopplung des 

Fettgehalts der Nematoden ausprägte (Diagramm 8). Diese Fetterhöhung durch die Hochdosis-

Gabe von Glucose stimmte mit Agarplatten-basierten Studien anderer überein, die ebenfalls 

Erhöhungen im Fettgehalt der Nematoden durch Glucose im Millimolar-Bereich mittels Nile Red- 

(lebende und fixierte Nematoden) oder Oil-Red-O-Färbungen, aber auch anhand von 

Triglyceridgehalten zeigen (Schulz et al., 2007, Schlotterer et al., 2009, Pang et al., 2014b, Garcia et 

al., 2015, Lu und Qiu, 2017b, Alcántar-Fernández et al., 2018). Die über die Larvenstadien und die 

Körpergrößenreduktionen beobachtete Wachstumsinhibition war in den Nematoden bereits nach 

zweitägiger Kultivierung mit 100 µM Glucose zu beobachten und prägte sich nach drei und vier 

Tagen in den Populationen deutlich stärker aus (Diagramm 3, Diagramm 4 A, Diagramm 41). Da 

Glucose-Konzentrationen zwischen 1 µM – 10 mM in zwei Tage alten Nematoden kaum 

beachtenswerte Fetterhöhungen und vier Tage alte, adulte Nematoden vorzeitig in utero 

geschlüpfte L1-Larven aufwiesen (Abbildung 3 und Abbildung 16), erschienen diese 

Entwicklungsstadien für die Untersuchungen von Fettgehaltsunterschieden nicht sinnvoll. In utero 

geschlüpfte L1-Larven sind Merkmale von BOW, die Folgen der verzögerten Eiablage der 

Nematoden bei auftretendem Futtermangel sind und zum vorzeitigen Tod der parentalen 

Nematoden führen (Trent et al., 1983, Riddle und Albert, 1997a, Chen und Caswell-Chen, 2004, 

Schafer, 2006, Zhang et al., 2008). Die Hypothese eines auftretenden Futtermangels in vier Tage 

alten Nematoden war zusätzlich durch die fehlende Trübung des Kultivierungsmediums gestützt, 

die ein Indikator für das Vorhandensein von Bakterien darstellt. Die vorhandene Trübung im mit 10 

mM Glucose-supplementieren Kultivierungsmedium, die vermutlich aus dem verringerten 

Verbrauch durch die reduzierte Anzahl lebender Nematoden in der Population resultierte, erklärte 
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die Tatsache, dass in den Nematoden dieser Kultivierungskondition kein BOW auftrat. Die dabei 

stärker ausgeprägte Wachstumsinhibierung in dieser Population ließ jedoch auf eine verringerte 

Nahrungsaufnahme der Nematoden und/oder potentielle toxische Wirkung der 10 mM Glucose 

hindeuten. Bei vermehrter Glucose-Gabe werden in C. elegans übermäßig intermediäre 

Metaboliten, wie die AGEs Carboxymethyllysin oder Methylglyoxal, während des Glucose- und 

Lipidstoffwechsels gebildet, die unter normalen Bedingungen endogen in niedrigen 

Konzentrationen vorkommen (Cerami et al., 1986, Uribarri und Tuttle, 2006, Lorenzi, 2007, Morcos 

et al., 2008, Schlotterer et al., 2009, Watts und Ristow, 2017, Kingsley et al., 2021). Ein drastischer 

Anstieg der AGE-Level in den Nematoden kann adverse bis toxische Wirkungen entfalten, die unter 

anderem durch die Einschränkung der Mitochondrienfunktion verbunden sind (Setoyama, 2020, 

Kingsley et al., 2021). In verschiedensten Studien konnten zahlreiche Glucose-induzierte und AGE-

verursachte Effekte beobachtet werden, wie die reduzierte Körperlänge, reduzierte Mobilität, der 

erhöhte oxidative Stress durch die vermehrte Bildung von reaktiven Sauerstoffspezies (ROS), die 

Verringerung der Lebensdauer, die Beeinträchtigung der pharyngealen Aktivität, die Störung der 

strukturellen Integrität des Nervensystems, die verringerte Fertilität und Legerate von Eiern sowie 

die Veränderung der Lipidkomposition von Membranen, und die beobachteten Glucose-Effekte auf 

die Nematoden der vorliegenden Arbeit erklären könnten (Lee et al., 2009b, Schlotterer et al., 2009, 

Choi, 2011, Mondoux et al., 2011, Zarse et al., 2011, Mendler et al., 2012, Tauffenberger et al., 

2012, Schmeisser et al., 2013a, Schmeisser et al., 2013b, De Haes et al., 2014, Tauffenberger und 

Parker, 2014, Lee et al., 2015, Svensk et al., 2016, Tauffenberger et al., 2016, Teshiba et al., 2016, 

Lu und Qiu, 2017a, Wang et al., 2020, Kingsley et al., 2021). Ähnliche Glucose-Effekte auf das 

Wachstum, die Lebensspanne, Fertilität und den oxidativen Stresslevel waren auch in Drosophila 

melanogaster nachweisbar (Lushchak et al., 2011). Hohe AGE-Konzentrationen in Menschen 

können ebenfalls adverse Effekte auslösen und stehen in Verbindung mit der Entstehung vieler 

zellulärer Erkrankungen, einschließlich Diabetes mellitus und Herz-Kreislauf-Störungen (Thornalley, 

1994, Brownlee, 1995, Chaudhuri et al., 2018). Durch die Zugabe von Glucose über das 

Kultivierungsmedium trug vermutlich auch die Metabolisierung von Glucose durch die sich im 

Medium befindlichen Futterbakterien zu der Wachstumsretardierung der Nematoden bei. Die 

Hypothese wurde durch eine beobachtete massivere Wachstumsinhibierung und der Letalität 

vieler Nematoden (lichtmikroskopische Beobachtung) nach der Erhöhung der Futtermenge und 

gleichbleibender Glucose-Konzentration in dieser Arbeit gestützt (Daten nicht gezeigt). Die 

adversen Auswirkungen der bakteriellen Glucose-Metabolisierung auf die Nematoden, die durch 

die AGE-Bildung in den Bakterien verursacht werden, konnten in mehreren Studien nachgewiesen 

werden (Lee et al., 2009b, Schlotterer et al., 2009, Kingsley et al., 2021). Demnach wurde die 

signifikante Wachstumsinhibierung eines großen Anteils der Nematodenpopulation in der 

vorliegenden Arbeit höchstwahrscheinlich durch die Kombination der oxidativen Prozesse in beiden 
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Organismen bei der Hochdosis-Gabe von Glucose verursacht. In Folgestudien könnten diese 

Prozesse über Messungen der AGE- und ROS-Level bzw. von oxidativem Stress via spezifische 

oxidative Stressmarker, über Aktivitätsmessungen antioxidativer Enzyme oder 

Genexpressionsanalysen von Stress-assoziierten Genen überprüft werden (Schlotterer et al., 2009, 

Senchuk et al., 2017, Yoon et al., 2018). Unklar bleiben jedoch die Hintergründe der signifikanten 

Retardierung der Nematoden, die in der Flüssigkultur beobachtet und in diesem Ausmaß bislang 

weder für die Flüssig-, noch Agarplattenkultur in der Literatur beschrieben wurde. Die Entwicklung 

einzelner Nematoden zu Adulten hingegen ließ auf die biologische Variabilität und die Anpassung 

einzelner Individuen mit potentiell erhöhter Stressresistenz an die gegebenen Umstände schließen. 

Für künftige Versuche sollte für die Untersuchung von Glucose-Effekten auf die Nematoden, die 

Glucose-Metabolisierung durch Bakterien ausgeschlossen werden. Für diesen Zweck dienen 

oftmals tote Bakterien, die durch Sonifikation, UV-Bestrahlung oder hohe Temperaturen generiert 

werden, Glucosetransporter-defiziente Bakterien oder axenische Kultivierungsmedien, die keine 

Bakterien enthalten (Couillault und Ewbank, 2002, Garigan et al., 2002, Houthoofd et al., 2002, 

Kaeberlein et al., 2006, Lee et al., 2009b, Schlotterer et al., 2009, Samuel et al., 2014). Die 

Anwendung und Effektivität dieser Methoden werden in der Literatur jedoch kontrovers diskutiert. 

Während einige Studien die erfolgreiche Anwendung beschreiben, zeigte sich in anderen Studien 

die Ineffektivität der Methoden durch weiterhin vorhandene Bakterienaktivität trotz 

vermeintlicher Inaktivierung (UV-Bestrahlung), durch einen induzierten L1-Arrest (Hitze-

inaktivierte Bakterien) oder sogar durch phänotypische und transkriptomische Veränderungen in 

den Nematoden (axenisches Medium), die teilweise den Effekten der kalorischen Restriktion 

ähneln (Dougherty und Hansen, 1956, Vanfleteren, 1974, Croll et al., 1977, Brock-Utne und Gaffin, 

1989, Lu und Goetsch, 1993, Houthoofd et al., 2002, Szewczyk et al., 2003, Wood et al., 2004, 

Szewczyk et al., 2006, Nass und Hamza, 2007, Lenaerts et al., 2008, Miyamoto et al., 2009, Samuel 

et al., 2014, Lee und Kang, 2017, Qi et al., 2017, García-Casas et al., 2018, Lee et al., 2020, Lopes et 

al., 2020, Ma et al., 2020, Beydoun et al., 2021).  

Letztlich stellten nicht nur die auftretende Wachstumsinhibierung in der Flüssigkultur, die 

Notwendigkeit der Selektion normalentwickelter Nematoden und die potentielle Entstehung von 

toxischen Intermediaten, sondern auch die aufwendigen Optimierungen für alternative 

Fütterungsmethoden heraus, dass Glucose zur Induktion der Fettakkumulation in C. elegans und 

folglich für den Einsatz als Positivkontrolle in dieser Arbeit nicht geeignet war. 
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5.4 Eignung der Hunger-Induktion zur Generierung eines C. elegans-Phänotyps mit 

geringem Fettprofil  

Während die übermäßige Nahrungszufuhr in Organismen zu einer vermehrten Einlagerung von Fett 

als Energiereserven führt, wird bei einer Nahrungsrestriktion oder Hungerphase auf diese 

Energiereserven zurückgegriffen, um essentielle zelluläre Funktionen aufrechtzuerhalten (Finn und 

Dice, 2006, Wang et al., 2006, Mizushima, 2007). Dieser Vorgang ist nicht nur bei Säugern, sondern 

auch in C. elegans zu beobachten und mit der Herunterregulierung energieaufwändiger Prozesse, 

wie die Reproduktion und das Wachstum, und der Einleitung der Lipolyse, Lipophagie und dem 

Fettsäureabbau verbunden, die folglich zu verringerten Fettgehalten führen (O'Riordan und 

Burnell, 1990, Kimura et al., 1997, McKay et al., 2003, Van Gilst et al., 2005a, Narbonne und Roy, 

2009, Elle et al., 2010, O'Rourke und Ruvkun, 2013, Settembre et al., 2013, Texada et al., 2019, Shin 

und Zoncu, 2020, Olsen et al., 2021). Dabei umfassen die Prozesse insbesondere die Insulin/IGF-1-, 

TOR-, AMPK-Signalwege und den Fettabbau über die −Oxidation, welche durch die Hauptlipase 

ATGL-1, aber auch anderen Lipasen, wie die Hormon-sensitive Lipasen (HOSL-1), die Lipase-

ähnlichen Enzyme (LIPL-1 – LIPL-5) und fasting induced-Lipasen (FIL-1- und FIL-2), initiiert wird (Jo 

et al., 2009, Elle et al., 2012, O'Rourke und Ruvkun, 2013, Settembre et al., 2013, Srinivasan, 2015). 

Phänotypisch zeigen Nahrungs-restriktierte Nematoden neben einem geringeren Fettprofil, auch 

ein reduziertes Wachstum, eine reduzierte Fertilität, verringerte Mobilität, eine erhöhte 

Stressresistenz und eine verlängerte Lebensspanne (Lenaerts et al., 2008, Tain et al., 2008).  

In dieser Arbeit prägte sich eine 24-stündige Hungerphase (starvation) im L4-Stadium von zuvor mit 

1x OP50 oder 4x OP50 gefütterten Nematoden in erster Linie in einer Verringerung der 

Körpergröße und einer Reduzierung der intrauterinen Eizahl aus, welche vermutlich aus verringert 

verfügbarer Energie durch einen induzierten Fettabbau resultierten, wobei die reduzierenden 

Effekte in zuvor mit 4x OP50 gefütterten Nematoden stärker ausgeprägt waren (Diagramm 12 und 

mikroskopische Beobachtung). Die L4-Larven beider Fütterungsregime erreichten 

interessanterweise trotz der Hungerphase das Adultstadium im normalen Zeitintervall und 

produzierten Nachkommen, sodass der beobachtete, kleinere Nematodenkörper nicht auf einen 

Entwicklungsarrest zurückzuführen war. Ähnlich wie beim Übergang ins Dauerlarven-Stadium von 

L1- oder L2-Larven, kann eine Nahrungsknappheit im L3- oder L4-Stadium zu einem larvalen Arrest 

führen (Cassada und Russell, 1975, Klass und Hirsh, 1976, Hu, 2007, Schindler et al., 2014). Dabei 

ist der Zeitpunkt der einsetzenden Hungerphase entscheidend für den Übergang in das 

nachfolgende Larvenstadium, sodass Nematoden im L4-Stadium trotz Futtermangel das 

Adultstadium erreichen können, der Umstand führt jedoch zu einer sogenannten „adulten 

reproduktiven Diapause“ (Angelo und Van Gilst, 2009, Seidel und Kimble, 2011, Baugh, 2013). 

Nematoden, die im frühen L4-Stadium hungern, entwickeln sich eher zu Adulten als Nematoden, 

die in der späteren L4-Phase keine Nahrung mehr zur Verfügung haben, und zeigen einen späteren 
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Eintritt der Oogenese und eine geringere Produktion von Nachkommen (Seidel und Kimble, 2011, 

Baugh, 2013). Diese Effekte erklärten vermutlich die beobachtete Entwicklung der L4-Larven zu 

Adulten trotz Hungerphase und die Verringerung der intrauterinen Eizahl. Im L4-Stadium 

gehungerte, zuvor mit 1x OP50 gefütterte Nematoden wiesen dabei eine leichte Fetterhöhung auf, 

die nicht durch Limitierungen der Nile Red-Färbung erklärt werden kann, da eine messbare 

Verringerung des Fettgehaltes in gehungerten, zuvor mit 4x OP50 gefütterten, Nematoden 

nachweisbar war (Diagramm 12). Da die 4-fache Futtermenge keine restriktive Nahrung darstellte, 

konnten die Nematoden vermutlich bereits vor der Hungerphase ausreichende Fettreserven 

anlegen, sodass der Verbrauch während der Hungerphase durch die verringerten Fettgehalte 

messbar war. Dennoch steht sie im Widerspruch zu der Annahme, dass Nematoden bei kurzfristig 

auftretendem Nahrungsmangel, die benötigte Energie aus ihren Fettreserven beziehen und sich 

demnach der Fettgehalt verringert (McKay et al., 2003, Van Gilst et al., 2005b, Zheng et al., 2014). 

Möglicherweise spiegelte die beobachtete Fetterhöhung in gehungerten, 1x OP50-Nematoden die 

Mobilisierung und Speicherung der noch vorhandenen Energie in Fettdepots wider, die ähnlich wie 

im Dauerlarvenstadium während der L1/L2-Transition stattfindet, um schlechte Konditionen 

überdauern zu können (Wadsworth und Riddle, 1989, Wang und Kim, 2003, Zečić et al., 2019). Eine 

weitere, mögliche Ursache könnte in der restriktiven Fütterung der Nematoden mit 1x OP50 selbst 

liegen, die während der Entwicklung möglicherweise bereits eine Remodellierung des 

Energiehaushaltes verursachte, sodass bei einer plötzlich auftretenden Hungerphase in der 

späteren Entwicklungsphase die Fettakkumulation in den Nematoden induziert wird. Zumindest 

konnte in einzelnen Studien eine erhöhte Fettakkumulation nach einer andauernden 

Nahrungsrestriktion während der gesamten Larvenentwicklung in L4- und adulten Nematoden im 

Vergleich zu ad libitum gefütterten Nematoden gezeigt werden, die sich durch vermehrte LD, 

erhöhte Triglyceridgehalte und eine Hochregulierung von Lipidmetabolismus-assoziierten Genen 

ausprägte (Miersch und Döring, 2012, Palgunow et al., 2012, Miersch und Döring, 2013, Klapper et 

al., 2016a). Ein zusätzlicher Faktor für eine ausbleibende Fettverringerung könnte eine erhöhte 

Lipolyse-Resistenz von vergrößerten LD darstellen, die in einigen Studien durch eine verringerte 

Lipase-Zugänglichkeit bei einer Verringerung des Oberfläche-zu-Volumen-Verhältnisses von LD 

erklärt und anhand C. elegans dhs-28-Mutanten, aber auch transgenen Drosophila melanogaster 

gezeigt wurde (Guo et al., 2008, Zhang et al., 2010b, Krahmer et al., 2011, Palgunow et al., 2012). 

Bei der Betrachtung der Kontrollnematoden in der vorliegenden Arbeit, bei der die 1x OP50-

Futtermenge der restriktiven Nahrung und die 4x OP50-Menge der ad libitum-Fütterung 

entsprechen würden, konnte die Hypothese zur Fetterhöhung durch die während der Entwicklung 

kontinuierlich erfahrene Nahrungsrestriktion allerdings nicht bestätigt werden. Dabei ist jedoch 

anzumerken, dass die induzierte Nahrungsrestriktion anderer Studien und der vorliegenden Arbeit 

schwer vergleichbar ist, da deutliche Unterschiede in der Definition und Konzentration der 
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restriktiven und ad libitum-Futtermenge bestehen (Miersch und Döring, 2012, Palgunow et al., 

2012, Miersch und Döring, 2013, Klapper et al., 2016a). Aufgrund der restriktiven Futtermenge von 

1x OP50, wurden nach drei Tagen auch die Kontrollnematoden vermutlich nicht mehr optimal 

ernährt, sodass nur geringe, unkontrollierte Effekte auf den Fettgehalt beobachtet werden 

konnten. Vermutlich ist der Fett-erhöhende Effekt, der durch die während der Entwicklung 

vorherrschende Nahrungsrestriktion ausgeprägt wurde, stark abhängig vom Grat der 

Nahrungseinschränkung (Futtermenge und Dauer) sowie der Definition von „ad libitum-Fütterung“. 

Diese Annahme wird beispielsweise von Restriktionsstudien mit Mäusen gestützt, bei denen eine 

andauernde, moderate Nahrungsrestriktion (um 5 %) im Vergleich zur ad libitum-Fütterung 

ebenfalls zu einem erhöhten Fettgehalt ohne Änderung des Körpergewichts führte, während 

drastischere Nahrungsrestriktionen (um 30 – 60 %) die Abnahme der Fettmasse, als auch des 

Körpergewichts der Mäuse bewirkte (Li et al., 2010). Die Nahrungsrestriktion wird in der Regel 

durch eine verminderte Futtermenge unter Ausschluss einer Mangelernährung beschrieben, unter 

der in einigen Publikationen die starvation als eine Variation der Restriktion zusammengefasst wird 

(Smith et al., 2008, Sutphin und Kaeberlein, 2008). In anderen Studien hingegen wurde eine 

deutliche Unterscheidung zwischen der Nahrungsrestriktion und der starvation gemacht, da 

letztere nicht durch eine verminderte Nahrung, sondern durch den vollständigen Entzug der 

Nahrungsquelle und daraus resultierenden, differenten Phänotypen gekennzeichnet ist (McKay et 

al., 2003, Lee et al., 2006a, Bishop und Guarente, 2007, Palgunow et al., 2012). Zwar resultieren 

beide Konditionen in einer Verringerung der verfügbaren Energie in den Nematoden, die vermutlich 

auf ähnliche Effekte und involvierte Prozesse zurückzuführen sind, jedoch zeigte sich in einer 

Vielzahl von mechanistischen Untersuchungen, dass sowohl für die Nahrungsrestriktion, als auch 

die starvation spezifische Fettmetabolismus-regulierende Mechanismen induziert werden (Lee et 

al., 2006b). In Drosophila melanogaster wurden ebenso wesentliche Unterschiede zwischen 

Genexpressionsmustern Nahrungs-restriktierter und gehungerter Fliegen herausgestellt (Whitaker 

et al., 2014). Basierend auf diesen Erkenntnissen, sollte grundsätzlich zwischen der 

Nahrungsrestriktion und der starvation unterschieden werden. Unter diesem Aspekt ließ die in 

dieser Arbeit beobachtete Fetterhöhung in C. elegans nach einer Hungerphase im Vergleich zu den 

weiterhin Nahrungs-restriktierten Kontrollnematoden (1x OP50) auf die Involvierung eines anderen 

Mechanismus schließen. In einer vergleichbaren Untersuchung mit Drosophila melanogaster wurde 

ebenfalls eine Hunger-induzierte Fetterhöhung (Analyse der Triglyceridgehalte und LD) in adulten 

Fliegen festgestellt, ohne negative Beeinflussung des Wachstums der Fliegen (Rehman und 

Varghese, 2021). Diese wurde auf die restriktive Futtermengenerfahrung während der Entwicklung 

der Fliegen erklärt, die zu einer erhöhten starvation-Resistenz im Adultstadium und der 

Herunterregulierung des Insulin-Signalweges führt. Die Induktion der Hungerphase im 

Adultstadium in dieser Arbeit, wodurch der Faktor der Entwicklung und die dafür aufgewandte 



Diskussion 

 

 119 

Energie ausgeschlossen werden konnte, zeigte nach sechs Stunden jedoch kaum eine Beeinflussung 

der untersuchten Parameter beider Fettphänotypen und deutete somit vermutlich auf eine 

unzureichende starvation-Dauer von sechs Stunden hin, um eindeutige Effekte beobachten zu 

können (Diagramm 11 A). Eine ausgedehntere Hungerphase von 24 Stunden hingegen führte zu 

variablen Veränderungen im Fettgehalt 1x OP50-gefütterter Nematoden, wobei jedoch das 

Auftreten von BOW die Effekte beeinflusste (Diagramm 10 und Diagramm 11 B). Zudem verursachte 

die restriktive Futtermenge von 1x OP50 nach vier Tagen ungewollt eine Hungerinduktion in den 

Kontrollnematoden, die ebenfalls durch das Auftreten von BOW geprägt war, und somit kaum 

einen Unterschied zu der Nahrungskondition von 24-h gehungerten, 1x OP50-Nematoden 

darstellte (Diagramm 11 B und Abbildung 17). Die Beeinflussung des Fettgehalts durch in utero 

geschlüpfte L1-Larven und daraus resultierenden Ergebnisse waren daher eher zu kritisch zu 

betrachten. Die 24-stündige starvation in adulten, mit 4x OP50 gefütterten Nematoden führte 

hingegen zu einer signifikanten Reduzierung der Körperfläche, die durch die reduzierte Eizahl in 

utero verstärkt ausgeprägt war, welche auf eine Verringerung des Reproduktionsprozesses 

schließen ließ (Diagramm 11 B und Abbildung 17). Die dabei beobachtete drastische Fettreduktion 

in den Nematoden war ebenfalls durch das auftretende BOW beeinflusst. Die Kontrollnematoden 

dahingegen waren in der Lage aus der weiterhin vorhandenen Futterquelle Energie zu generieren 

und in die Reproduktion zu investieren. Interessanterweise reduzierte sich der Fettgehalt der 

adulten, 4x OP50-gefütterten Kontrollen im Vergleich zum Vortag und ließ darauf schließen, dass 

diese Nematoden vermutlich primär mehr Energie in die Reproduktion und auf Kosten ihrer 

Fettreserven investierten darstellte (Diagramm 11 A und B). Auffällig war hierbei zusätzlich, dass 

ähnliche Fettgehalte in adulten 4x OP50-gefütterten Kontrollnematoden wie in adulten 1x OP50-

gefütterten Kontrollen zu beobachten war, obwohl diese am vierten Tag weiterhin ausreichend 

Futter zur Verfügung hatten und kein BOW aufwiesen (Abbildung 17). Nach dem Erreichen des 

Adultstadiums erhöhen die Nematoden nachweislich die Nachkommenproduktion, die ein 

Maximum zum Tag 2 der Adoleszenz erreicht und danach kontinuierlich wieder abnimmt, womit 

der beobachtete, vergleichsweise geringe Fettgehalt und die erhöhte Anzahl intrauteriner Eier der 

Nematoden am vierten Tag, der dem zweiten Tag der Adoleszenz entspricht, erklärbar wären 

(McCarter et al., 1999, Scharf et al., 2021). 

Zusammenfassend waren die Effekte der starvation auf den Fettgehalt der Nematoden stark vom 

exponierten Larvenstadium, der Dauer der Hungerphase und der vorherigen 

Futtermengenerfahrung der Nematoden während der Entwicklung abhängig. Die Diskrepanz 

zwischen den beobachteten Effekten durch die Hungerphase lässt darauf schließen, dass ein 

schmaler Grat zwischen der Induktion einer Fetteinlagerung, der Aufrechterhaltung des 

Fettgehaltes und des Verbrauchs der Energiereserven bei Nematoden existiert. Die Auswahl der 

1-fachen Futtermenge für diese Arbeit stellte sich als suboptimal heraus, um eine Fettreduzierung 
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durch die starvation in den Nematoden herbeizuführen, da diese bereits eine restriktive 

Nahrungsmenge für eine Versuchsdauer von drei bzw. vier Tagen darstellte und unkontrollierte 

Effekte, wie eine erhöhte Fettinduktion, oder das Auftreten von BOW zur Folge hatte. Die 

reduzierte Futtermenge während der Entwicklung der Nematoden führte potentiell zusätzlich zu 

einer Ausprägung einer starvation-Resistenz, sodass bei auftretender Hungerphase statt der 

Fettverringerung Mechanismen zur Fettakkumulation induziert wurden. Darüber hinaus war die 

Auswahl des L4-Stadiums als exponiertes Larvenstadium ungünstig, um den Effekt der 

Fettreduktion durch die starvation in den Nematoden zu induzieren, da der starvation-Effekt durch 

die vermeintlich zusätzlich für die adäquate Entwicklung zu adulten Nematoden benötigte Energie 

überlagert wurde. Eine prolongierte Hungerphase im Adultstadium hingegen bewirkte vermehrt 

das Auftreten von BOW, wodurch der Fettgehalt und die Lebensfähigkeit der Nematoden durch die 

in utero geschlüpften L1-Larven erheblich beeinflusst wurde. Zukünftig sollte die starvation-

assoziierte Fettreduktion daher in sterilen adulten Nematoden induziert werden, um diesen Faktor 

auszuschließen. Letztlich konnte aufgrund der aufgeführten Problematiken bei den durchgeführten 

Konditionen kein magerer C. elegans-Fettphänotyp durch die starvation generiert werden.  
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5.5 Eignung der Futtermenge zur Modulation des Fettgehalts von C. elegans  

5.5.1 Einfluss der Futtermenge auf die adulte Körpergröße und Anzahl der Eier in utero  

Eine erhöhte Energiezufuhr wurde in Form der unterschiedlichen Futtermengengabe alternativ zur 

Glucose-Gabe induziert, um eine vermehrte Fetteinlagerung in den Nematoden zu erzielen. 

Futtermengen-spezifische Effekte in C. elegans wurden oftmals mit dem Fokus auf die 

Nahrungsrestriktion untersucht, wobei verringerte Futtermengen Reduzierungen in der 

Körperlänge und den Fettgehalten sowie eine verzögerte Induktion der Reproduktion der 

Nematoden zeigen (Lenaerts et al., 2008, Harvey und Orbidans, 2011, So et al., 2011, Palgunow et 

al., 2012, Miersch und Döring, 2013, Lüersen et al., 2014, Hibshman et al., 2016). Die 

Beobachtungen in diesen Nahrungsrestriktionsstudien verifizierten per se die Abhängigkeit der 

Körpergröße (Körperlänge, -fläche und -volumen) und des Fettgehalts, aber auch der Reproduktion 

(intrauterine Eizahl) der Nematoden von der Futtermenge, die in dieser Arbeit reproduzierbar mit 

der NR-Färbung und anhand von Durchlicht-Aufnahmen (ZOETM Fluorescent Imager) gezeigt 

werden konnten. 

Mit einer höheren Nahrungsverfügbarkeit wird nachweislich auch die pharyngeale Pumprate von 

C. elegans gesteigert, was zusätzlich zur höheren Futtermenge im Medium zu einer vermehrten 

Nahrungsaufnahme beiträgt und die Insulin/IGF-1-, TGF-- und mTOR-Signalwege, verstärkt 

induziert (Jia et al., 2004, Ashrafi, 2007, Chen et al., 2008, Roberts et al., 2010, Avery und You, 2012, 

Gumienny und Savage-Dunn, 2013, Lee et al., 2017). Diese Signalwege regulieren die Entwicklung, 

das Körperwachstum und den Fettstoffwechsel der Nematoden, sodass eine verstärkte Induktion 

durch erhöhte Futtermengen vermutlich die Resultate in dieser Arbeit erklären. Die bereits 

herausgestellte restriktive Futtermenge von 1x OP50 konnte in den Futtermengenversuchen durch 

die geringere Körpergröße und Anzahl intrauteriner Eier im Vergleich zu vermehrt gefütterten 

Nematoden weiterhin bestätigt werden (Diagramm 15, Diagramm 17, Diagramm 19). In vermehrt 

gefütterten Nematoden, bei denen kein Nahrungsmangel auftrat, zeigte sich bereits mit der 

2-fachen Futtermenge eine hohe intrauterine Eizahl (im Durchschnitt ca. 30 Eier pro drei Tage alte 

Nematoden), welche mit erhöhter Futtermenge nicht weiter gesteigert wurde, sodass diese Anzahl 

an Eiern vermutlich die gewöhnliche Produktionsrate widerspiegelt und die gewöhnliche Menge an 

intrauterinen Eiern in Flüssigmedium kultivierter C. elegans unter uneingeschränkter 

Nahrungsverfügbarkeit repräsentiert (Diagramm 19). Die Zusammenhänge zwischen der durch die 

Nahrung verfügbaren Energie und der Körpergröße sowie der intrauterinen Eizahl der Nematoden 

können indirekt Hinweise auf den Fettgehalt in den Nematoden geben, welcher im Folgenden 

untersucht wurde.  
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5.5.2 Erhöhung der Triglyceridgehalte durch vermehrte Futtergabe  

In dieser Arbeit zeigte die Bestimmung der Triglycerid (TAG)-Gehalte mittels des Triglycerid-Assays, 

dass die Fetteinlagerung in den Wildtypen bis zum Entwicklungsstadium der L4-Larve (zwei Tage 

alte Nematoden) unabhängig von der Futtermenge zu sein schien und sich ein wesentlicher 

Unterschied in der Fettakkumulation erst im Adultstadium ausprägte (Diagramm 22). Darüber 

hinaus zeigte sich eine Abhängigkeit des Triglyceridgehalts (pro Körpervolumen) der Nematoden 

von der Futtermenge mit einer indizierten Sättigung mit der 4-fachen Futtermenge, was den 

vorherigen Resultaten der NR-Färbung entsprach (Diagramm 18 B, Diagramm 20). Diese 

Beobachtungen stimmten mit denen von Palgunow und Kollegen überein, die im Rahmen ihrer 

Nahrungsrestriktionsstudien keine oder nur geringfügige Unterschiede im Fettgehalt 

(TAG/Nematode und TAG/Protein) unterschiedlich gefütterter L4-Larven nachwiesen, wohingegen 

sich die Triglyceridgehalte in Adulten signifikant unterschieden (Palgunow et al., 2012). 

Nachweislich nimmt neben der Körpergröße auch der Fettgehalt in den Nematoden während der 

Entwicklung über die einzelnen Larvenstadien zu (Yen et al., 2010, Pino et al., 2013, Fouad et al., 

2017). Mit dem Erreichen der reproduktiven Reife im Adultstadium benötigen die Nematoden 

zusätzlich Energie für die Produktion von Nachkommen (Hansen et al., 2013). Durch die Aufnahme 

einer höheren Nahrungsmenge standen den Nematoden in dieser Arbeit folglich vermutlich mehr 

bzw. übermäßig viele Nährstoffe zur Verfügung, die zur Hochregulierung der TAG-Synthese und 

vermehrten Speicherung von Triglyceriden führten. Die Speicherung überschüssiger Fette in Form 

von Triglyceriden dient den Nematoden dabei nicht nur als Energiereserve, sondern stellt auch 

einen Schutzmechanismus gegen die Lipo- und Glucotoxizität bzw. den zellulären Stress dar, die 

durch vermehrt vorhandene Glucose und Lipide verursacht werden (Listenberger et al., 2003, 

Unger und Scherer, 2010). Zusätzlich wird in sowohl C. elegans, als auch Säugern, im Rahmen der 

Glykolyse und Glykogenolyse vermehrt Glycerol aus dem intermediären Glucose-6-Phosphat 

generiert, das anschließend als Schutz gegen die Glucotoxizität aus den Zellen exportiert wird 

(Fondy et al., 1971, Possik und Pause, 2016, Rotondo et al., 2017, Prentki et al., 2020, Possik et al., 

2022). Im Allgemeinen dient die vermehrt induzierte Biosynthese von Glycerol, ein wichtiger 

Baustein von Triglyceriden und Phospholipiden, in C. elegans und in Säugern, dazu, die Entwicklung, 

das Größenwachstum und die Fettspeicherung zu ermöglichen (Rognstad et al., 1974, Borgström, 

1988, Hadváry et al., 1991, Ransac et al., 1991, Baba et al., 1995, Branicky et al., 2010). In C. elegans 

zeigte sich zusätzlich die Schutzfunktion der vermehrten Glycerol-Bildung gegenüber 

Nahrungsüberschuss-assoziierten, metabolischen, hyperosmotischen und -tonischen oder auch 

thermalen (Kälte-)Stress, wobei letzteres vermutlich eine geringere Rolle in dieser Arbeit spielt, da 

die Haltung der Nematoden in dieser Arbeit unter konstanten Temperaturbedingungen erfolgte 

(Lamitina et al., 2004, Lee et al., 2009b, Burkewitz et al., 2012, Possik und Pause, 2016, Liu et al., 

2017). Die aufgeführten Prozesse könnten daher, neben der erhöhten Triglyceridsynthese, ebenso 
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zu den hohen freien Glycerolmengen beigetragen haben, die in dieser Arbeit bei der Fütterung der 

Nematoden mit zunehmender OP50-Menge beobachtet wurden. Die Quantifizierung von 

Glycerolmengen in den Nematoden könnte in künftigen Studien möglicherweise als zusätzlicher 

Endpunkt für die Untersuchung des Fettes oder aber auch als potentieller Stressindikator für hohe 

Nährstoffzufuhr dienen. Ferner könnten die Mechanismen, die der vermehrten Glycerolbildung 

zugrunde liegen, näher untersucht werden und somit das Verständnis über die funktionelle Rolle 

von Glycerol im Fettstoffwechsel von C. elegans und darüber hinaus erweitern.  

 

5.5.3 Veränderung der Größe und Anzahl der lipid droplets adulter C. elegans durch die 
Futtermenge  

Die Analyse von lipid droplets (LD), die Speicherorganellen von Triglyceriden (TAGs), stellt ebenfalls 

eine Möglichkeit zur Quantifizierung des Fettgehalts in C. elegans dar (Zhang et al., 2010a, Zhang 

et al., 2010b, Wilfling et al., 2013, Lee et al., 2014, Vrablik et al., 2015). Mit der Nahrungs-

abhängigen Veränderung im Triglyceridgehalt, war auch eine Veränderung der Morphologie oder 

auch der Anzahl von LD in C. elegans zu erwarten, die bereits in anderen Studien durch die 

Fütterung der Nematoden mit verschiedenen Bakterienstämmen, welche sich in ihrer 

Zusammensetzung jeweils unterschieden, gezeigt werden konnten (Brooks et al., 2009, Zhang et 

al., 2010b, Ding et al., 2015). In dieser Arbeit konnte die Hypothese der Nahrungs-bedingten 

Modulation der LD-Größe (Volumen) durch Unterschiede der intestinalen LD in mageren (1x OP50) 

und fetten Nematoden (4x OP50) bestätigt werden. Interessanterweise verursachte die 4-fache 

Bakterienmenge eine Zunahme der mittleren LD-Volumina in den Nematoden, aber keine 

Änderung in der mittleren LD-Anzahl (Diagramm 23 B und A). Mit der Hypothese einer angehenden 

Sättigung mit der 4x OP50-Futtermenge, repräsentierten die bestimmten LD-Volumina 

(1,1 – 1,5 µm³) vermutlich die maximalen LD-Durchschnittsgrößen in Flüssigmedium kultivierter 

C. elegans. Publizierte LD-Größen können aufgrund der Diskrepanz in der Bestimmungsmethode, 

verwendeten Futtermenge und vor allem in der Kultivierungsmethode, aber auch in dem 

untersuchten Larvenstadium (L4- und jungadultes Stadium) nicht mit dieser Studie verglichen 

werden (Shi et al., 2013, Vrablik et al., 2015, Cao et al., 2019). 

Über die Jahre wurden durch zahlreiche Untersuchungen der lipid droplets in unterschiedlichen 

Zellen und Geweben von Bakterien über Nager, bis hin zum Menschen, zahlreiche Faktoren 

identifiziert, die in der de novo-Bildung, im Wachstum, der Fusion oder der Hydrolyse der LD eine 

Rolle spielen (Ploegh, 2007, Walther und Farese, 2012, Yang et al., 2012). Dabei stellte sich heraus, 

dass die Regulation und Funktion von LD von Interaktionen mit zellulären Organellen, wie dem 

Endoplasmatischen Retikulum (ER), den Mitochondrien, den Peroxisomen oder den Endosomen 

abhängen und zwischen Bakterien, unterschiedlichen Säugern und C. elegans hochkonserviert sind 

(Martin et al., 2005, Binns et al., 2006, Liu et al., 2007, Zehmer et al., 2009, Pu et al., 2011, Mak, 
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2012, Na et al., 2015). Die molekularen Mechanismen, die der LD-Bildung, den morphologischen 

Veränderungen und den Funktionen zugrunde liegen wurden bislang jedoch noch nicht vollständig 

identifiziert. Durch die Abhängigkeit der LD-Größe von der in den Nematoden vorhandenen bzw. 

gespeicherten Triglyceridmenge, stellen die Triglyceridsynthese und die Lipolyse wesentliche 

Prozesse dar, die die Morphologie der LD bestimmen können (Zhang et al., 2010b, Wilfling et al., 

2013, Lee et al., 2014, Vrablik et al., 2015). Abhängig von der Nahrung und der metabolischen 

Nachfrage werden diese Prozesse initiiert und reguliert, was folglich zur Veränderung der LD in ihrer 

Größe, Anzahl und Verteilung führt (Greenberg et al., 1991, Walther und Farese, 2012). Dabei 

bewirkt, wie zuvor erwähnt, die Nahrungszusammensetzung direkte Veränderungen im TAG-

Gesamtgehalt. Studien zeigten, dass beispielsweise ein geringer Fettsäure-Anteil der Vaccensäure 

(C18:1n7) in der aufgenommenen Nahrung zu einem geringeren TAG-Gesamtgehalt und zu 

kleineren LD in den Nematoden führt (Zhang et al., 2010a). Da das Endoplasmatische Retikulum der 

Ort der LD-Entstehung und -Expansion ist, besitzt dieses eine wichtige, funktionelle Rolle in der 

Regulation der LD (Vrablik et al., 2015, Cao et al., 2019). Dabei stehen Acetyl-CoA-Synthasen (ACS) 

und Diacylglycerolacyltransferasen (DGAT) im Vordergrund, die auch bei der de novo-

Fettsäuresynthese zur Bildung von TAGs beteiligt sind (Mullaney et al., 2010, Zhang et al., 2010a, 

Xu et al., 2012a, Shi et al., 2013). ACS-22 und DGAT-2 bspw. vermitteln als Komplex mit dem 

Fettsäuretransportprotein FATP-1 die Bindung zwischen den ER und den LD, um die Integration von 

TAGs in die LD zu ermöglichen (Mak, 2012, Xu et al., 2012a). Einer der wichtigsten begrenzenden 

Faktoren in der LD-Größenregulation ist außerdem die Adipozyten-Triglyceridlipase (ATGL-1), da 

diese bei einem erhöhten Energiebedarf als Hauptlipase die benötigten Fettsäuren aus den LD 

mobilisiert (Zhang et al., 2010a, Young und Zechner, 2013, Srinivasan, 2015). Bei auftretendem 

Futtermangel können zusätzlich die Lipasen-ähnlichen Enzyme LIPL-1 und LIPL-3, trotz ihrer 

Lokalisation an den Lysosomen-ähnlichen Organellen (LRO), beteiligt sein (Zhang et al., 2010a, 

Young und Zechner, 2013, Srinivasan, 2015). Gene wie maoc-1, dhs-28, daf-22 oder prx-10, die beim 

Fettabbau über die peroxisomale -Oxidation relevant sind, definieren dabei ebenso die LD-Größe 

(Butcher et al., 2009, Jo et al., 2009, Zhang et al., 2010a, Vrablik et al., 2015). Andere Proteine, die 

ebenfalls in der LD-Größenmodellierung und -Funktionalität involviert sind, umfassen den Krüppel-

ähnlichen Transkriptionsfaktor KLF-3, das Lipidbindeprotein LBP-5, das Seipin-Protein SEIP-1, die 

GTPase Atlastin, aber auch zahlreiche LD-Oberflächenproteine, wie DHS-3, DHS-28, MDT-28, oder 

auch der Phosphatydylcholingehalt spielt in diesen Mechanismen eine entscheidende Rolle (Turner 

und Crossley, 1999, Zhang et al., 2010a, Walker et al., 2011, Xu et al., 2011, Zhang et al., 2011, 

Klemm et al., 2013, Chughtai et al., 2015, Na et al., 2015, Cao et al., 2019, Salo et al., 2019). Die 

aufgeführten Faktoren und die von Zhang und Kollegen identifizierten involvierten Gene könnten 

in weiterführenden Studien in Abhängigkeit von der Futtermenge, beispielsweise in 

Genexpressionsanalysen, näher beleuchtet werden, um den spezifischen Einfluss des 
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Versorgungsstatus der Nematoden auf die Regulation dieser Faktoren und damit die 

zugrundeliegenden Effekte der LD-Modulation weiter aufzuklären.  

 

5.5.4 Veränderung des Fettsäuregehalts und -musters in adulten C. elegans 
durch Modellierung des Nahrungsangebotes  

Fettsäuren (FS) sind wesentliche Bausteine von Triglyceriden und Membranen oder fungieren als 

Signalmoleküle und erfüllen wichtige Rollen in der Erhaltung von essentiellen, physiologischen 

Prozessen in den unterschiedlichsten Organismen, von Säugern und Nicht-Säugern bis hin zu 

Pflanzen (van Meer et al., 2008, Hulbert et al., 2014, Bouyanfif et al., 2019, Czumaj und Śledziński, 

2020). Dabei haben aus der Nahrung bezogene FS einen wesentlichen Einfluss auf das Lipidom, die 

Gesamtheit der Lipide, dieser Organismen, da es energiegünstiger ist diese direkt in Gewebe zu 

integrieren als FS für diesen Zweck erst modifizieren zu müssen (Grundy und Denke, 1990, Ruess 

und Chamberlain, 2010, Szeto et al., 2011, Davies et al., 2012, Gao et al., 2017). Dieses Konzept 

wird als „dietary routing“ bezeichnet (Ruess und Chamberlain, 2010).  

Nachweislich enthalten E. coli einfach gesättigte FS (SFAs), einfach ungesättigte FS (MUFAs) und 

Cyclopropan-FS (Cyclo-FS), während mehrfach ungesättigte Fettsäuren (PUFAs) von den Bakterien 

enzymatisch nicht synthetisiert werden können (Brooks et al., 2009, Shi et al., 2013). Dabei sind 

vorherrschend die SFA Palmitinsäure (C16:0) und Stearinsäure (C18:0), die zwei Cyclo-FS 

C17:0 cyclo und C19:0 cyclo und die MUFAs Palmitoleinsäure (C16:1n7) und Vaccensäure (C18:1n7) 

vorzufinden (Perez und Van Gilst, 2008, Brooks et al., 2009). Cyclo-FS werden aus MUFAs und 

Methylengruppen über das Enzym Cyclopropan-Synthethase beim Erreichen der stationären 

Wachstumsphase der Bakterien gebildet, und agiert als Schutzmechanismus gegen entstehenden 

Säurestress bei hoher Zelldichte (Grogan und Cronan, 1997, Chang und Cronan, 1999, Kaur et al., 

2005). In mehreren Studien konnte durch die Fütterung mit diversen E. coli-Stämmen, die sich in 

ihrer Zusammensetzung unterschieden, die Nahrungs-bedingte Beeinflussung des C. elegans-

Lipidoms gezeigt werden, wobei die Fettsäureprofile der Bakterien sich häufig in den 

Fettsäuremustern der Nematoden widerspiegelten (Brooks et al., 2009, Szeto et al., 2011, Davies 

et al., 2012, Gao et al., 2017, Menzel et al., 2018, Spanier et al., 2021). Dabei tragen Palmitinsäure 

(C16:0) und Stearinsäure (C18:0) der Bakterien wesentlich zum Gesamtgehalt der FS in C. elegans 

bei und werden nur jeweils zu 5 % bzw. 7 % de novo von den Nematoden synthetisiert (Perez und 

Van Gilst, 2008, Brooks et al., 2009).  

Übereinstimmend mit den Literaturdaten konnten in dieser Arbeit die in den OP50-Futterbakterien 

zuvor genannten vorherrschenden FS nachgewiesen werden (Diagramm 27). Die FS-Analysen von 

unterschiedlichen gefütterten Nematoden in dieser Arbeit bestätigten, kongruent mit den Daten 

der Triglyceridbestimmung, die Fettakkumulation in den Nematoden bei vermehrter Futtergabe, 

die sich durch die Erhöhung des Gesamtfettsäuregehalts sowie der einzelnen Fettsäuren der FS-
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Kategorien in ähnlichen Verhältnissen ausprägte (Diagramm 25 A). Zudem war die vermehrte FS-

Aufnahme durch die erhöhte Futtermenge anhand anteilig hoher Mengen an Cyclo-FS 

nachgewiesen, die ausschließlich durch die Futterbakterien aufgenommen werden können (Grogan 

und Cronan, 1997, Watts, 2009). Über die funktionelle Rolle von Cyclo-FS in den Nematoden ist 

bislang jedoch nichts bekannt (Watts und Browse, 2002, Kaul et al., 2014). Mit der 

nahrungsbedingten, erhöhten Aufnahme von SFAs und der Aminosäure Leucin in die Nematoden, 

welche jeweils entsprechende Substrate für 3-, 6-PUFAs und verzweigte FS darstellen, war 

vermutlich die Synthese dieser FS verstärkt induziert, die die signifikant erhöhten Level der 

jeweiligen FS erklärte (Diagramm 25 A). Die funktionellen Rollen der PUFAs und verzweigten FS im 

Wachstum und der Reproduktion ließen sich zuvor in der gesteigerten Körpergröße und 

gesteigerten Reproduktionsrate (durch die Anzahl der Eier in utero indiziert) in vermehrt 

gefütterten Nematoden beobachten (Diagramm 21). Zusätzlich könnte die gesteigerte Synthese 

dieser FS bei vermehrter Futtergabe mit der Induktion eines Schutzmechanismus gegenüber 

adversen Effekten, wie die Verringerung der Lebensspanne, Lipotoxizität oder erhöhter oxidativer 

Stress, erklärt werden, die in einigen Studien im Zusammenhang mit einer übermäßigen Glucose-

Zufuhr gezeigt wurden (Yang et al., 2007, Lee et al., 2009b, Walker et al., 2010, Choi, 2011, Franco-

Juárez et al., 2021, Vieira et al., 2022). Die Fettsäureprofile der unterschiedlich gefütterten 

Nematoden spiegelten somit einerseits die jeweilige Nahrungskondition wider, anderseits auch die 

induzierte Synthese einzelner FS, die für entsprechende physiologische Prozesse notwendig sind 

und/oder eine protektive Rolle gegenüber potentieller Gluco- und Lipotoxizität einnehmen.  

Im Allgemeinen können diverse FS-Verhältnisse zusätzlich Aufschluss über mögliche adverse 

Effekte geben, wie hohe 6-zu-3-PUFAs- oder SFAs-zu-PUFA-Verhältnisse im Serum von 

Menschen, die als Indikatoren für ein erhöhtes Risiko gelten, an Fettleibigkeit, Diabetes mellitus 

(Typ 2), Herz-Kreislauf-Störungen oder Krebs zu erkranken (Simopoulos, 2004, Gómez Candela et 

al., 2011, Mancini et al., 2015, Marklund et al., 2019, Gouaref et al., 2020, Liput et al., 2021). In 

zahlreichen Human- und Nagerstudien wurde die protektive Wirkung von 3-FUFAs gegenüber 

Fettleibigkeit-assoziierten Effekten, wie erhöhte Cholesterol- oder TAG-Gehalte, hohem Blutdruck 

oder Entzündungsprozessen, aufgezeigt (Harris et al., 1984, Goh et al., 1997, Leaf, 2007, Sartore et 

al., 2008, Gajos et al., 2010, Kromhout et al., 2012, Balogun et al., 2014, Bercea et al., 2021, 

Hernandez et al., 2021). Diese Schutzfunktion von 3-PUFAs erklärt vermutlich auch den 

Zusammenhang zwischen der Entstehung von Erkrankungen und geringen 3-PUFA-Mengen bzw. 

hohen 6/3-PUFA-Verhältnissen. In der vorliegenden Arbeit bewirkte eine vermehrte Futtergabe 

die Erhöhung von 6/3-PUFA- und MUFA/PUFA-Verhältnissen (Tabelle 2). Da die Futterbakterien 

von C. elegans jedoch keine PUFAs enthalten und die Nematoden, im Gegensatz zum Menschen, in 

der Lage sind PUFAs de novo zu synthetisieren und zwischen 6- und 3-PUFAs zu 
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interkonvertieren, ist der direkte Vergleich bestimmter Fettsäureverhältnisse, wie das 6/3-

PUFA-Verhältnis, zwischen Menschen und C. elegans im Zusammenhang mit der 

Nahrungsaufnahme und involvierten Stoffwechselwege kritisch zu betrachten (Simopoulos, 2004, 

Perez und Van Gilst, 2008, Brooks et al., 2009). Bisher in den Nematoden aufgestellte Hypothesen 

über die Zusammenhänge zwischen bestimmten FS-Gruppen und daraus resultierenden Effekten 

stellen hingegen MUFAs und PUFAs dar, als wichtige Schlüsselfaktoren in der FS-Homöostase, da 

deren niedriges Verhältnis mit einer verringerten Lebensdauer der Nematoden assoziiert wird (Wan 

et al., 2019). Die Folgen der in dieser Arbeit beobachten Erhöhung der MUFA/PUFA-Verhältnisse 

bei vermehrter Futtergabe bleiben jedoch unklar, da potentielle Endpunkte, wie die Lebensspanne, 

im Rahmen dieser Arbeit nicht untersucht wurden.  

In den meisten Individuen werden während der Schwangerschaft insbesondere das Wachstum und 

die Entwicklung der Feten durch die maternale Ernährung determiniert. Im Zusammenhang mit 

dem Fettgehalt, führt bei Menschen und Nagern eine maternale Überernährung nachweislich zur 

Veränderung des Lipidoms der Feten (Kushtagi und Arvapally, 2009, Kulkarni et al., 2013, Whyte et 

al., 2013, Renault et al., 2015). Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass hohe Glucose-Level 

und hohe Triglyceridgehalte hyperglykämischer und adipöser Mütter direkt auf die Nachkommen 

übertragbar sind (Williams et al., 2014, Pantaleão et al., 2022). In Nahrungsrestriktionsstudien mit 

C. elegans von Klapper und Kollegen wurde durch Analysen von Triglyceridgehalten und 

Fettsäurespezies in adulten Nematoden und deren Embryonen die Hypothese aufgestellt, dass die 

Lipidmuster von Nematoden qualitativ und quantitativ auf die Nachkommen übertragbar sind 

(Klapper et al., 2016b). Die Analyse der FS in den Eiern in der vorliegenden Arbeit zeigte trotz des 

beeinflussten Fettsäureprofils der Nematoden durch die Futtermenge, eine eher konstante 

Versorgung der Eier mit einem unveränderten Gesamtfettsäuregehalt an, mit eher nicht 

signifikanten Änderungen in den relativen Anteilen einzelner Fettsäuren (Diagramm 24 und 

Diagramm 26). Die mit 1x OP50 restriktiv gefütterten Nematoden schienen aufgrund ihrer 

verringert verfügbaren Energie bzw. Fettsäuren die Versorgung der Eier jedoch auf Kosten der 

Anzahl der Eier in utero zu gewährleisten (Diagramm 21 D). Bei der Betrachtung der zuvor 

erwähnten FS-Muster, spiegelten sich die erhöhten 6/3-PUFA- sowie erhöhten MUFA/PUFA-

Verhältnisse in vermehrt gefütterten adulten Nematoden ebenso in ihren Eiern wider, was auf eine 

mögliche Veränderung des Lipidhaushalts in den Nachkommen durch die parentale Ernährung 

hindeuten könnte. In einigen Studien wurde gezeigt, dass restriktiv gefütterte Nematoden zwar 

weniger Eier produzierten als ad libitum gefütterte, die Eier und L1-Larven (Körperlänge) dieser 

Nematoden jedoch größer waren (Harvey und Orbidans, 2011, Hibshman et al., 2016). Die 

Divergenz in der Größe der Eier könnte die tendenzielle Erhöhung der absoluten FS-Gehalte in den 

Eiern höher gefütterter Nematoden in dieser Arbeit erklären, die sich bei der Betrachtung der 

relativen Anteile im Gesamtfettsäuregehalt hingegen nicht widerspiegelten (Diagramm 25 B, 
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Diagramm 26 B). Die absolute Größe der Eier wurde in dieser Arbeit nicht untersucht, die 

Bestimmung des Parameters wäre jedoch in künftigen Studien sinnvoll, insbesondere um ein 

besseres Verständnis über den Einfluss der veränderten Größe und FS-Komposition der Eier auf die 

weitere Entwicklung und auf den Fettmetabolismus der Embryonen zu erlangen, die zu potentiellen 

Veränderungen im Adultstadium führen könnten.  

Durch die FS-Analyse der Nematoden bestätigte sich die bereits zuvor nachgewiesene Fettzunahme 

bei vermehrt zugeführtem Futter und stellt somit mit dem FS-Muster und den einzelnen FS-

Verhältnissen zusätzliche, geeignete Endpunkte für die Fettbestimmung in C. elegans für 

Folgestudien bereit.  
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5.6 Fett-reduzierende Wirkung von Orlistat in C. elegans  

Orlistat, auch bekannt unter dem Namen Xenical ®, ist ein Pharmakon, das 1999 von der Food and 

Drug Administration der USA (FDA) für den Menschen zur Behandlung von Adipositas zugelassen 

wurde (McNeely und Benfield, 1998, Leonhardt et al., 1999, MacConnachie, 1999, Halpern und 

Halpern, 2015). Das Anti-Diabetikum ist ein potenter und selektiver Inhibitor der humanen Magen- 

und Pankreaslipase, der auch in der Lage ist, die Lipase von Nagern nachweislich zu hemmen 

(Barbier und Schneider, 1987, Borgström, 1988, Hadváry et al., 1991, Ransac et al., 1991, 

Guerciolini, 1997, Sjöström et al., 1998, Van Gaal et al., 1998, Heck et al., 2000, Bukhari et al., 2021). 

Durch die Inaktivierung der Lipase wird die Spaltung extern aufgenommener Fette verhindert, 

sodass diese vom Darm nicht resorbiert und schließlich unverdaut ausgeschieden werden (Hadváry 

et al., 1991, Heck et al., 2000, Curran und Scott, 2004, Henness und Perry, 2006).  

In der vorliegenden C. elegans-Studie bewirkte Orlistat eine Verringerung der Körpergröße und 

intrauterinen Eizahl sowie, ähnlich wie in Menschen und Nagern, eine Fettreduktion in sowohl 

mageren, als auch fetten Phänotypen in der Flüssigkultur, die wahrscheinlich aus einem geringeren 

Energieangebot durch vermindert resorbierter Fette resultierte (Diagramm 31, Diagramm 32). Mit 

der NR-Färbung zeigten sich in 1x OP50-gefütterten Nematoden keine Effekte der Orlistat-

Behandlung, da in den Nematoden, aufgrund der restriktiven Futtermenge, vermutlich kaum 

abbaubare Fettspeicher vorhanden waren (Diagramm 31). Orlistat bewirkte lediglich in 4x OP50-

gefütterten Adulten eine Fettreduktion um ca. 40 %, welche in etwa den Werten von Agarplatten-

basierten Studien entsprach, in denen eine 25 – 30 %-ige Reduktion im Fettgehalt der Nematoden, 

jedoch in L4- und jungadulten Larven, durch 6 µg/ml Orlistat (entsprechend 12,1 µM Orlistat) mit 

der NR-Färbung (fixiert und lebend gefüttert) nachgewiesen wurde (Martorell et al., 2012, Navarro-

Herrera et al., 2018, Llopis et al., 2019, Aranaz et al., 2020, Balaguer et al., 2022).  

Im Triglycerid-Assay der vorliegenden Arbeit konnte hingegen in 1x OP50- und 4x OP50-gefütterten 

Nematoden deutliche Abnahmen der Triglycerid (TAG)-Gehalte detektiert werden, wobei die 

Orlistat-induzierte drastische Reduktion um 90 % der TAGs in 1x OP50-gefütterten und die 60 %-ige 

TAG-Reduktion in 4x OP50-gefütterten Nematoden eher kritisch zu betrachten waren, da dieses 

Ausmaß der Fettreduzierung mit der NR-Färbung nicht beobachtet werden konnte (Diagramm 31 

und Diagramm 32). Die Diskrepanz zwischen den quantifizierten Fettgehalten der beiden 

Bestimmungsmethoden ließ auf einen potentiellen Orlistat-Effekt im Triglycerid-Assay schließen, 

der durch eine direkte Hemmung der zugegebenen Lipase durch in der Probe noch vorhandenen 

Orlistat-Konzentration erklärt werden könnte. Zwar konnte eine vorliegende Lipaseaktivität durch 

einen messbaren Unterschied zwischen Proben mit Lipasezugabe im Vergleich zu Proben ohne 

Lipasezugabe (Ersatz durch Wasser) nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt), eine 

Herabsetzung der Lipaseaktivität durch die Nematoden aufgenommenes und potentiell 
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eingelagertes Orlistat ist jedoch nicht vollständig auszuschließen. Im Menschen wird Orlistat nach 

der Einmaleinnahme kaum resorbiert und innerhalb von drei bis fünf Tagen nahezu vollständig 

(99 %), in unveränderter oder minimal metabolisierter Form ausgeschieden (McClendon et al., 

2009). In C. elegans hingegen ist über die Pharmakokinetik von Orlistat bisher nichts bekannt. 

Lipaseaktivitätsassays und die Messung von potentiellen Orlistat-Konzentrationen im 

Kultivierungsmedium sowie in den Nematoden würden in weiterführenden Untersuchungen mehr 

Aufschluss über die aufgestellten Hypothesen sowie die Pharmakokinetik von Orlistat geben. Im 

Allgemeinen sollte bei der Untersuchung von Lipase-hemmenden Substanzen eine mögliche 

Beeinflussung der Resultate im Triglycerid-Assay berücksichtigt werden. 

Die Analysen der lipid droplets (LD) und der Fettsäuren, die ebenso Indikatoren für TAG-Mengen 

darstellen, zeigten für magere und fette, Orlistat-behandelte Nematoden durchschnittlich kleinere 

LD, und folglich auch geringere LD-Dichten, sowie geringere Gesamtfettsäuregehalte (Reduktion 

um ca. 20 %), wodurch die Fett-reduzierende Wirkung von Orlistat in den Nematoden bestätigt 

werden konnte. Zusätzlich zur verringerten LD-Größe war auch die LD-Anzahl in mageren, Orlistat-

behandelten Nematoden reduziert (Diagramm 33), die neben der verringerten TAG-Synthese 

und -speicherung in den LD durch verminderte Fettresorption im Darm, auch auf die notwendige 

Mobilisierung von TAGs aus den LD bei restriktiver Ernährung (hier 1x OP50) zurückgeführt werden 

könnte. Die Orlistat-vermittelte Inhibition der Hydrolyse bakterieller Lipide in resorbierbare 

Fettsäuren war in sowohl mageren, als auch fetten, Orlistat-behandelten Nematoden durch die 

signifikante Verringerung von SFAs und die tendenzielle Verringerung von MUFAs nachweisbar 

(Diagramm 35 A und B). Der bakterielle Ursprung dieser verringerten FS-Mengen war zusätzlich 

durch die verringert aufgenommenen Mengen an Cyclo-FS belegt (Diagramm 35 A und B), da diese 

ausschließlich durch die Futterbakterien aufgenommen werden können (Grogan und Cronan, 1997, 

Watts, 2009). Interessanterweise bewirkte die Orlistat-gehemmte FS-Resorption, durch die 

weniger SFAs und MUFAs zur Modifikation von langkettigen FS zur Verfügung standen, scheinbar 

eine vermehrte Induktion der de novo-PUFA-Synthese, die sich mit der Erhöhung von relativen 3- 

und 6-PUFA-Anteilen in beiden Fettphänotypen ausprägte (Diagramm 35 C). Insbesondere in 

1x OP50-gefütterten Nematoden war die induzierte de novo-PUFA-Synthese deutlich ausgeprägt, 

was vermutlich zur Aufrechterhaltung des Wachstums und der Reproduktion der Nematoden 

diente, trotz geringerer vorhandenen Energie, die aus der restriktiven Fütterung sowie der Orlistat-

gehemmten FS-Resorption resultierte. Fette, Orlistat-behandelte Nematoden hingegen wiesen 

vermutlich keinen Energiemangel auf, welches durch den Gesamtfettsäuregehalt indiziert war und 

weiterhin ein Vielfaches des Gesamtfettsäuregehalts der mageren Nematoden (unbehandelt und 

Orlistat-behandelt) entsprach, sodass die gesteigerte PUFA-Synthese in diesen Nematoden, anders 

als in mageren Nematoden, vermutlich aus anderen Gründen induziert wurde. Die gesteigerte 

PUFA-Synthese sowie die vermindert resorbierten MUFAs spiegelten sich ebenso, zumindest 
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teilweise, in den 6/3-PUFA- und MUFA/PUFA-Verhältnissen beider Fettphänotypen wider 

(Diagramm 35 C, D und Tabelle 3). In mageren Nematoden zeigte sich keine Veränderung des 6- 

und -PUFA-Verhältnis durch die Orlistat-Behandlung, da die PUFA-Synthese beider Subklassen in 

diesen Nematoden im gleichen Maß induziert wurde (Tabelle 3). In fetten, Orlistat-behandelten 

Nematoden hingegen war eine tendenzielle Verringerung des 6/-PUFA-Verhältnis zu 

beobachten. Das signifikant verringerte MUFA/PUFA-Verhältnis in beiden Fettphänotypen ließ sich 

vermutlich durch die bereits indizierte verringerte MUFA-Resorption aus der Nahrung durch 

Orlistat erklären. Die Frage, welche Rolle die gesteigerte PUFA-Synthese in Orlistat-behandelten 

Nematoden einnimmt oder ob diese einen Orlistat-spezifischen Effekt darstellt, gilt es in 

weiterführenden Studien aufzuklären. 

Die verringerte Fetteinlagerung durch Orlistat in den Nematoden hatte scheinbar keinen Einfluss 

auf die Versorgung der Eier beider Fettphänotypen, zumindest bezüglich der 

Gesamtfettsäuremengen. Bei der Betrachtung der einzelnen FS und FS-Verhältnisse wiesen die Eier 

magerer, Orlistat-behandelter Nematoden interessanterweise eine Erhöhung der 6/-PUFA- 

sowie MUFA/PUFA-Verhältnisse auf, die aus den signifikant reduzierten -PUFAs resultierten 

(Tabelle 3). Die Auswirkungen der Versorgung der Eier mit geringeren -PUFAs, aber auch 

zusätzlich beobachteten erhöhten Mengen verzweigter FS, auf die Entwicklung und den Fettgehalt 

der Nematoden im Adultstadium sind unklar, sollten in weiterführenden Untersuchungen der 

Folgegeneration(en) jedoch aufgeklärt werden. Die Untersuchungen könnten zusätzlich Aufschluss 

darüber geben, ob die Effekte auf die Nachkommen auf die Orlistat-Wirkung oder auf einen 

grundsätzlichen Energiemangel zurückzuführen sind. Die grundlegende Veränderung des FS-

Musters in den Nematoden lässt auf zusätzlich induzierte Mechanismen in der FS-Homöostase 

durch Orlistat schließen, als nur die Inhibierung der Hydrolyse von Fetten und die damit verbundene 

verminderte Fettresorption. Tatsächlich wurden über die Jahre neben der Lipase-inhibierenden 

Wirkung in Zellkultur-basierten Studien für Orlistat zusätzliche Effekte, wie die Fettsäuresynthese-

Inhibition über die Inaktivierung der Fettsäure-Synthase (FAS) oder die verminderte intestinale 

Absorption von Cholesterol über die Hemmung des humanen Niemann-Pick C1-ähnlichen 

Transportproteins 1 (NPC1L1) nachgewiesen, die in C. elegans ebenfalls zur Fettreduktion 

beigetragen haben könnten (Kridel et al., 2004, Dowling et al., 2009, Alqahtani et al., 2015). 

C. elegans sind Cholesterol-auxotroph und besitzen das entsprechende NPC1L1-Homolog CUP-1 zur 

Aufnahme von essentiellem Cholesterol aus externen Quellen (Valdes et al., 2012). Unter der 

Annahme einer analogen Orlistat-Wirkung auf CUP-1, könnte eine verringerte 

Cholesterolaufnahme, die in dieser Arbeit jedoch nicht untersucht wurde, zusätzlich die 

beobachtete Reduktion der Körpergröße und der intrauterinen Eizahl in den Nematoden erklären, 

da ein Cholesterolmangel sich bekanntlich negativ auf das Wachstum, die Signaltransduktion in den 

Gonaden, die Nachkommenzahl, aber auch auf die Stressresistenz der Nematoden auswirkt (Scheel 
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et al., 1999, Yochem et al., 1999, Merris et al., 2003, Entchev und Kurzchalia, 2005, Wang et al., 

2008, Lee et al., 2009a). Ferner wurden veränderte Expressionsmuster von 168 Genen in Orlistat-

behandelten Säugerzellen identifiziert, die in essentiellen metabolischen Signalwegen des 

Fettmetabolismus involviert sind (Sankaranarayanapillai et al., 2013). Eine veränderte Regulation 

solcher Mechanismen könnte auch die Orlistat-assoziierte Veränderung des FS-Musters der 

Nematoden erklären und sollte daher in zukünftigen Studien, z. B. mittels Genexpressionsanalysen, 

untersucht werden. 

Unabhängig von weiterführenden Untersuchungen von Orlistat-Effekten auf die Nachkommen 

sowie der zugrundeliegenden Wirkmechanismen, konnte die Fett-reduzierende Wirkung von 

Orlistat in C. elegans, die in anderen Studien lediglich durch Fettfärbungen gezeigt wurden, 

weiterhin bestätigt und darüber hinaus anhand weiterer Fettbestimmungsparameter 

nachgewiesen werden. Schließlich konnte durch die gezeigte Orlistat-Wirkung auch die Eignung der 

Nematoden als alternatives Fettmodellsystem bestätigt werden, das Untersuchungen von 

Fettmetabolismus-assoziierten Substanzeffekten im Rahmen des gesundheitlichen 

Verbraucherschutzes ermöglichen könnte. 
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5.7 Untersuchung der mehrgenerationalen Weitergabe Futtermengen-induzierter 

Fettgehalte in C. elegans (multi- und intergenerationale Effektweitergabe)  

Einige Humandaten und Erkenntnisse aus Nagerstudien legen nahe, dass bestimmte Ernährungs-

bedingte Phänotypen der Elterngeneration in die Folgegenerationen vererbbar sind und diese die 

Gesundheit der Nachkommen beeinflussen können, wie beispielsweise durch eine verstärkt 

ausgeprägte Fettleibigkeit (Ravelli et al., 1998, Kaati et al., 2002, Howie et al., 2009, Lumey et al., 

2009, Lagisz et al., 2014, Vickers, 2014, de Rooij et al., 2015, Li et al., 2015, Rando und Simmons, 

2015, Hibshman et al., 2016, Lecoutre et al., 2018, Lecoutre et al., 2021).  

Die in dieser Arbeit gezeigte Nahrungs-bedingte Modellierbarkeit des Fettgehalts von C. elegans 

wurde nachfolgend genutzt, um eine mehrgenerationale Übertragung von Nahrungs-induzierten 

Fettgehalten durch multi- oder intergenerationale Exposition gegenüber einer erhöhten 

Futtermenge zu überprüfen.  

Für die erste multigenerationale Effektuntersuchung bestand die Hypothese darin, basierend auf 

den genannten Humandaten und Nagerstudien, dass bei einer kontinuierlichen Überfütterung der 

Nematoden mit 4x OP50 (multigenerationale Exposition), im Gegensatz zu den als Referenz 

dienenden, kontinuierlich mit 1x OP50 gefütterten Nematoden, Veränderungen in den Nematoden, 

als auch ihren Folgegenerationen induziert werden. Diese könnten sich beispielsweise in einer zu-

nehmenden Fettakkumulation und/oder einer zunehmenden Körpergröße der Nematoden ausprä-

gen, da durch das hohe Nahrungsangebot mehr als nur die für die Reproduktion benötigte Energie 

zur Verfügung steht, oder mögliche Stoffwechselstörungen in den Nachkommen zur Folge haben, 

die sich wiederum negativ auf die genannten Parameter auswirken. Dabei könnten die Effekte 

möglicherweise auch, oder zumindest partiell, unabhängig von der Nahrungssituation der 

betroffenen Generation sein. In dieser Arbeit führte die Erhöhung der gefütterten Bakterienmenge 

von 1x OP50 auf 4x OP50 beginnend in der P0-Generation zu einer Zunahme des Triglyceridgehalts 

in den Nematoden, die mit vorherigen Resultaten der Futtermengenuntersuchungen überein-

stimmten (siehe 4.1.2.4 und 4.2.1). Die Untersuchung einer Effektweitergabe in die nachfolgenden 

Generationen (F1 – F4) mit der Fütterung einer gleichbleibenden, hohen Bakterienmenge (4x OP50) 

zeigte aber weder signifikante Veränderungen im Triglyceridgehalt, noch in der Körpergröße der 

Nachkommen im Adultstadium. Diese Beobachtungen stehen im Gegensatz zu Resultaten aus 

Nagerstudien, in denen multigenerationale Effekte einer fettreichen Diät über drei bis fünf Genera-

tionen nachweisbar waren, und sich in Form einer Zunahme des Körpergewichts sowie des Fett-

anteils von aufeinanderfolgenden Generationen ausprägten (Ding et al., 2014, Adedeji et al., 2019, 

Raad et al., 2021). Dies könnte einen Spezies-Unterschied widerspiegeln, oder darauf hinweisen, 

dass in C. elegans multigenerationale Effekte nicht durch die Erhöhung der Bakterienmenge, 

wodurch das Verhältnis einzelner Nährstoffe in der aufgenommenen Nahrung unverändert bleibt, 

sondern vielmehr durch erhöhte Mengen bestimmter Nährstoffe in der Nahrung, wie Glucose oder 



Diskussion 

 

134   

Fettsäuren, induzierbar ist. Zusätzlich war vermutlich mit der 4-fachen OP50-Menge bereits ein 

Sättigungsbereich der Fettspeicherung in den Nematoden erreicht, sodass eine potentiell zuneh-

mende Fettakkumulation in aufeinanderfolgende Generationen in dieser Studie nicht ausgeprägt 

werden konnte. In Folgestudien könnten diese Hypothesen mit einer geringeren Futtermenge und 

der Fütterung einer beispielsweise fettreichen Diät überprüft und durch Genexpressionsanalysen 

verifiziert werden. Eine maternale restriktive Ernährung in Menschen und Nagern kann zu einem 

geringeren Geburtsgewicht und einer vermehrten Speicherung von Energiereserven im Laufe der 

Entwicklung der Nachkommen führen (Smith, 1947, Naeye et al., 1973, Barker et al., 1997, Apfeld 

und Kenyon, 1998, Ravelli et al., 1998, Hales und Barker, 2001, de Rooij et al., 2006, Painter et al., 

2006, Roseboom et al., 2006, de Rooij et al., 2010, Alqahtani et al., 2015). Letzteres impliziert eine 

Anpassung der Nachkommen an möglicherweise langfristig schlechte Umweltbedingungen, wie 

Nahrungsknappheit, die bspw. in einer Ratten-Studie von Hardikar und Kollegen beobachtet wurde 

(Hardikar et al., 2015). In dieser führte eine multigenerationale Exposition gegenüber einer restrik-

tiven Futtermenge (kalorische und Proteinrestriktion) über 50 Generationen zu einer ausgeprägten 

Fettakkumulation in den Nachkommen (im späteren Alter), deren Fettgehalte die der Kontrolltiere 

deutlich überstiegen (Hardikar et al., 2015). Des Weiteren wurde in dieser Studie gezeigt, dass der 

adipöse Phänotyp der Ratten trotz der Erfahrung einer normalen Nahrungsmenge in zwei darauf-

folgenden Generationen erhalten blieb und die Fettgehalte in den Ratten darüber hinaus zusätzlich 

anstiegen. Die Futtermenge von 1x OP50 stellte sich im Rahmen dieser Arbeit als restriktive 

Nahrungsmenge heraus, sodass die Fütterung der Referenznematoden mit 1x OP50 in dieser Unter-

suchung bereits eine andauernde Nahrungsrestriktion über mehrere Generationen entsprechen 

könnte. Die Hypothese einer Fettzunahme in aufeinanderfolgenden Generationen bei andauernder 

Nahrungsrestriktion, konnte in den als Referenz dienenden Nematoden jedoch nicht bestätigt 

werden. Dabei kann die kontinuierliche Fütterung mit 1x OP50 jedoch nur bedingt als multi-

generationale Exposition gegenüber einer Nahrungsrestriktion angesehen werden, da die 

Nahrungsrestriktion nicht erst in der P0-Generation induziert wurde, sondern diese 

Fütterungskondition der Nematoden mit 1x OP50 bereits seit Beginn der Überführung der 

Nematoden von der Agarplattenkultur in die Flüssigkultur in der Stammhaltung der Nematoden 

Anwendung fand. Da die Nematoden in der Flüssigkultur zuvor keine andere Nahrungsmenge 

erfahren hatten, konnte demnach möglicherweise keine Adaptation der Nematoden an diese 

restriktive Nahrungskondition erfolgen.  

In der zweiten mehrgenerationalen Studie wurde die intergenerationale Weitergabe von 

Futtermengen-assoziierten Effekten in den Nematoden untersucht. Die Hypothese bestand darin, 

dass ein plötzlich verändertes Nahrungsangebot, von einer geringen Futtermenge hin zu einer im 

Übermaß vorhandenen Futtermenge, eine Veränderung im Fettmetabolismus der Nematoden (P0) 

hervorruft, die in die unmittelbare Folgegeneration (F1) weitervererbt wird oder zu einem 
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adaptiven Fettphänotyp in diesen Nachkommen führt. Diverse Nagerstudien ergaben, 

übereinstimmend mit Humandaten, fundierte Belege dafür, dass eine nutritiv-bedingte 

Fettleibigkeit, beispielsweise durch Glucose- oder fettreiche Fütterung, intergenerational vererbt 

werden kann (Birch et al., 2002, Dunn und Bale, 2009, Kushtagi und Arvapally, 2009, Massiera et 

al., 2010, Dunn und Bale, 2011, Kulkarni et al., 2013, Whyte et al., 2013, Renault et al., 2015, 

Harasymowicz et al., 2020). Die Resultate der vorliegenden Arbeit, die nach Überfütterung der 

Parentalgeneration für die Folgegeneration unveränderte Fettgehalte zeigen, deuten dagegen 

darauf hin, dass in C. elegans eine intergenerationale Vererbung des Fettphänotyps, zumindest 

durch eine Erhöhung der Gesamtfuttermenge als auslösenden Reiz, nicht induzierbar ist.  

Für beide mehrgenerationale Studien dieser Arbeit sollte aber auch die temporäre Hungerphase im 

L1-Stadium der Nematoden beachtet werden, die eine Synchronisation der Population ermöglicht, 

jedoch als zusätzliche Hungerphase die zu untersuchenden Nahrungs-bedingten Effekte überlagern 

könnte. Diese Hypothese wurde ebenso von Wan und Kollegen aufgestellt, die durch 

Genexpressionsanalysen jedoch zeigten, dass die transgenerational vererbten Effekte einer 

fettreichen Nahrung in C. elegans nicht durch Synchronisations-bedingte starvation beeinflusst 

waren (Wan et al., 2022). Diese Feststellung sollte in Bezug auf das in der vorliegenden Arbeit 

verwendete Studiendesign in Folgestudien dennoch zusätzlich überprüft werden und die 

Untersuchung der mehrgenerationalen Vererbbarkeit des durch erhöhte Glucose- oder fettreiche 

Nahrung induzierten Fettphänotyps miteinschließen. Eine mehrgenerationale Vererbung von 

Fettmetabolismus-assoziierten Effekten durch die veränderte Ernährung der Nematoden in der 

vorliegenden Arbeit könnte möglicherweise dennoch vorliegen, die jedoch zumindest über den 

Triglycerid-Assay nicht erfassbar waren. Vorherige Resultate der Orlistat-Behandlung, welche eine 

verminderte Energieversorgung in den Nematoden verursachte und zu veränderten FS-Muster und 

FS-Verhältnissen in den Eiern führte (siehe 4.3), könnten auf vererbte (adaptive) Effekte in den 

Nachkommen hinweisen, die sich erst in späteren Entwicklungsstadien der Nematoden ausprägen. 

Diese Hypothese wird insbesondere durch Studien bestärkt, in denen nachweislich Nahrungs-

restriktierte Nematoden größere Eier mit vergrößerten LD und erhöhten Triglyceridgehalten 

produzierten, welche in einer Reihe von adaptiven Phänotypen in den Nachkommen resultierten, 

die teilweise an die Folgegenerationen weitervererbt wurden (Harvey und Orbidans, 2011, Rechavi 

et al., 2014, Jobson et al., 2015, Hibshman et al., 2016, Klapper et al., 2016b, Kishimoto et al., 2017, 

Jordan et al., 2019). Demnach sollten weitere Untersuchungen, wie Analysen der Fettsäure- und 

der Genexpressionsmuster in unterschiedlich gefütterten Nematoden der jeweiligen 

Folgegenerationen durchgeführt werden, um potentielle, subtilere Veränderungen im 

Fettmetabolismus identifizieren zu können, die über die Triglyceridbestimmung nicht abgebildet 

werden. Dies könnte für Studien im Rahmen der mehrgenerationalen Effektweitergabe wertvoll 

sein und helfen andere, beschriebene mehrgenerationelle Effekte besser zu verstehen.  
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6 Ausblick  

In dieser Arbeit konnten mehrere geeignete Nachweismethoden zur (semi-)quantitativen, als auch 

qualitativen Bestimmung des Fettgehalts in C. elegans durch die Modulation der gefütterten 

Bakterienmenge herausgestellt werden, die unterschiedliche Endpunkte adressieren. Die 

verschiedenen methodischen Messparameter ermöglichen eine umfangreiche Charakterisierung 

von C. elegans-Fettphänotypen. Zur Erweiterung des Verständnisses der involvierten 

Mechanismen, die bei den Veränderungen im Fettmetabolismus eine Rolle spielen, könnten 

Lipidomics- und Metabolomics-Studien durchgeführt werden, um die Signifikanz weiterer 

Lipidspezies, wie Diacylglycerole, Phosphatidylglycerole, -inositole, -serine, Cardiolipine, und 

Sphingomyeline, aber auch von Metaboliten herauszustellen (Satouchi et al., 1993, Tanaka et al., 

1996, Shi et al., 2016, Witting und Schmitt-Kopplin, 2016, Molenaars et al., 2021). Verhältnisse 

zwischen Phosphatidylcholin und Phosphtidylethanolamin (PC/PE) dienen bspw. als indirekte 

Parameter für die Aktivität von 9-Desaturasen sowie für die Gehalte von SFAs und PUFAs in den 

Nematoden (Shi et al., 2013, Vrablik et al., 2015). Zusätzlich können Analysen von lipid droplets 

hypodermaler und muskulärer Zellen weitere Informationen über mögliche Stoffwechsel-

verschiebungen in den Nematoden bieten. Darüber hinaus sind Expressionsanalysen bekannter 

Fett-regulierender Gene in der mechanistischen Untersuchung von Fettmetabolismus-assoziierten 

Effekten unabdingbar, die durch RNA-Interferenz (RNAi)-Studien und den Einbezug von Mutanten- 

oder transgenen C. elegans-Stämmen gestützt werden könnten. Insbesondere sollten ebenso die 

erst kürzlich in den Nematoden nachgewiesenen homologen Gene überprüft werden, die im 

Menschen die Entstehung von Adipositas im Menschen fördern oder verhindern können (Ke et al., 

2021).  

Trotz wesentlicher Unterschiede in der Regulation des Fettmetabolismus zum Menschen, scheinen 

C. elegans als Modellorganismus für die Untersuchung von Fettmetabolismus-assoziierten Effekten 

und human-relevanten Substanzwirkungen geeignet zu sein, die in dieser Arbeit durch die Fett-

reduzierende Wirkung von Orlistat gezeigt werden konnte. Die Verwendung des Testsystems mit 

zwei gegensätzlichen C. elegans-Fettphänotypen bietet die Erfassung sowohl Fett-reduzierender, 

als auch -erhöhender Effekte bestimmter Stressoren, trotz potentiell auftretender Überlagerung 

mit Nahrungs-bedingten Effekten (bei einer Überernährung oder Mangelernährung). Dabei könnte 

die Energiebilanz in den Nematoden zusätzlich durch Messungen der ATP-Level über 

Bioluminescence Firefly Luciferase-Assays, die Seahorse-Methode oder durch den Einsatz von 

transgenen, Firefly Luciferase-exprimierenden C. elegans überprüft werden, die neben potentiellen 

Energiemängeln, auch das Ausmaß von Fettmetabolismus-assoziierten Substanzwirkungen 

miterfassen könnten (de Wet et al., 1985, Lagido et al., 2008, Lagido et al., 2009, Palikaras und 

Tavernarakis, 2016). Darüber hinaus kann die optimierte Nile Red-Färbemethode als High-

Throughput-Screening genutzt werden, um diverse Substanz-Bibliotheken auf Fettmetabolismus-, 
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aber auch Entwicklungs-assoziierte Effekte zu prüfen. Ferner könnten mit 4x OP50 gefütterte 

Nematoden als obesogenes Modell fungieren, wobei die charakteristischen Merkmale der 

Fettleibigkeit zunächst verifiziert werden sollten, beispielsweise durch den Vergleich mit einer 

Glucose- oder fettreichen Ernährung. Im weiteren Sinne könnten Nematoden mit 

unterschiedlichem Fettprofil jedoch ebenso genutzt werden, um Substanzwirkungen abhängig von 

ihrer Lipidzusammensetzung zu charakterisieren, die einen wichtigen Faktor in der 

Effektausprägung darstellen und mögliche Suszeptibilitäten von unterschiedlichen Fettphänotypen 

aufzeigen könnten. Die Erkenntnisse könnten weitergreifend bsw. in der Arzneimittelentwicklung 

zur Verbesserung der Wirksamkeit von Pharmaka dienen oder auch im Rahmen der 

individualisierten Medizin von großem Wert sein, da Wirkungen von Medikamenten, abhängig von 

ihren Eigenschaften, oftmals nur das Ganzkörpergewicht oder den Body Mass Index (BMI) der 

Patienten berücksichtigen, wobei diese Parameter jedoch auch von Faktoren, wie der 

Lipidzusammensetzung und der Knochendichte des Individuums, abhängig sein können (Hanley et 

al., 2010). Schließlich soll das Testsystem mit unterschiedlichen C. elegans-Fettphänotypen 

weiterführend zur Untersuchung der mehrgenerationalen Vererbung von Fettmetabolismus-

assoziierten Effekten durch diverse Substanzen dienen. Dabei wären Untersuchungen von endokrin 

wirkenden Substanzen aufgrund ihrer potentiell obesogenen Eigenschaften von Interesse, die eine 

Relevanz für die Gesundheit der Menschen darstellen, und von denen einige (z. B. Bisphenol A, 

Dichlordiphenyltrichlorethan, Glyphosat) bereits ein transgenerationales Vererbungspotential 

hinsichtlich der Fettleibigkeit in Nagermodellen zeigten (zusammengefasst in Amato et al., 2021). 

Trotz der Unterschiede in der hormonellen Regulation zwischen C. elegans und Säugern, können 

endokrine Disruptoren auch im Fadenwurm ähnliche Wirkungen entfalten (Höss und Weltje, 2007, 

Chen et al., 2019, Zhou et al., 2021). Zur Untersuchung epigenetischer Modifikationen könnten 

Genexpressionsveränderungen über Gesamt-Transkriptom-Shotgun (RNA-Seq)- oder Chromatin 

ImmunoPrecipitation DNA-Sequenzierungen (ChIp-Seq) und Histonmodifikationen über Western-

Blot-Analysen erfasst werden (Rechavi et al., 2014, Rechavi und Lev, 2017, Wan et al., 2022).  

Die zahlreich aufgeführten Untersuchungen der Fettmetabolismus-assoziierten Effekte bestimmter 

Stressoren sollen dazu dienen, das Verständnis über die Entstehung metabolischer Erkrankungen 

wie Adipositas, Diabetes, Herz-Kreislauf-Störungen oder auch Krebs zu erweitern und zusätzlich 

mögliche Therapieansätze hervorzubringen. Schließlich gilt es die Ursachen und Involvierung 

mechanistischer Prozesse in der mehrgenerationalen Effektvererbung tiefgreifender zu 

analysieren, um die Signifikanz und das Risiko bestimmter Substanzen für den Menschen und die 

Umwelt in diesem Zusammenhang besser abschätzen und bewerten zu können. (Amato et al., 

2021) 
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7 Zusammenfassung 

Caenorhabditis elegans gilt als geeignetes Modellsystem für die Untersuchung von 

Stoffwechselstörungen, da grundlegende, molekulare Signalwege der Energiehomöostase 

zwischen C. elegans und dem Menschen hochkonserviert sind. Dabei kann die Analyse der 

Lipidhomöostase in den Nematoden, insbesondere im Hinblick auf die Fettakkumulation, wichtige 

Erkenntnisse über die molekularen Mechanismen liefern, die die Entstehung und Behandlung von 

Fettleibigkeit vermitteln. 

Im Rahmen dieser Studie wurden C. elegans erfolgreich verwendet, um Phänotypen mit "geringem 

Körperfett" (mager) oder "hohem Körperfett" (fett), mit Hilfe verschiedener Ernährungsregime, zu 

erzeugen. Die generierten Fettphänotypen wurden mit Hinblick auf die Entwicklung, den Fettgehalt 

(Triacylglycerid- und Fettsäuregehalt) und Fettveränderungen auf der Ebene der lipid droplets (LD), 

sowie der Fettsäure (FS)-muster charakterisiert. Die Körpergröße, die Triacylglycerid (TAG)-Level, 

wie auch die Größe und das Volumen intestinaler LD werden durch die Menge verfügbarer 

Futtermittel reguliert. Insbesondere durch GC-MS-Analysen von "fetten" und "mageren" 

Phänotypen konnten signifikante Unterschiede im FS-Muster von adulten Nematoden, aber nicht 

ihren Eiern nachgewiesen werden. Vor allem Cyclo-FS, gesättigte Fettsäuren (SFAs) sowie 

verzweigte FS waren durch die Ernährung signifikant beeinflusst. Die Fett-reduzierende Wirkung 

von Orlistat, einem gängigen anti-obesogenen Medikament, konnte in C. elegans ebenfalls 

nachgewiesen werden, die sich anhand beeinflusster TAG-Gehalte, LD und FS-Muster adulter 

Nematoden zeigte. Darüber hinaus war eine Veränderung des FS-Musters der Eier Orlistat-

behandelter Nematoden zu beobachten, was auf eine potenzielle Übertragung des Energiestatus 

bzw. Fettphänotypen auf die Nachkommen hindeuten könnte. Ferner wurden erste 

Untersuchungen zu multigenerationalen (P0 - F4) und intergenerationalen Effekten verschiedener 

Nahrungsregime in C. elegans durchgeführt, die jedoch keine Vererbung der induzierten 

Fettphänotypen anhand des TAG-Gehalts als Messparameter zeigten.  

Mit der Verwendung verschiedener Fettphänotypen bietet der Fadenwurm ein vielversprechendes 

Testsystem zur Identifizierung und Bewertung des Risikos von potentiellen human-relevanten 

obesogenen und anti-obesogenen Substanzen in C. elegans. Darüber hinaus können diese als 

alternatives Modellsystem dienen, um die mehrgenerationale Weitergabe von Fettmetabolismus-

assoziierten Effekten zu untersuchen. Das Testsystem könnte in Zukunft helfen, die Rolle von 

Umweltchemikalien bei der Entstehung von Fettleibigkeit besser zu verstehen und dabei 

gleichzeitig die Entwicklung von Medikamenten vereinfachen.  
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8 Abstract 

Caenorhabditis elegans has become an emerging model system to investigate metabolic disorders 

as fundamental pathways regulating energy homeostasis are highly conserved between C. elegans 

and humans. Thus, the analysis of lipid homeostasis in C. elegans, in particular with regard to fat 

accumulation, can provide important insights into molecular mechanisms leading to obesity. 

In this scope of study, C. elegans was successfully used as a model organism to generate "low body 

fat" (lean) or "high body fat"(fat) phenotypes by means of different food regimes. Hence, diet-

induced fat phenotypes were characterized with respect to nematode development, fat content 

(triacylglyceride and fatty acid contents), changes on the level of lipid droplets (LD), as well as fatty 

acid (FA) patterns.  

Body sizes, triacylglyceride (TAG) levels as well as sizes and density of intestinal LD were significantly 

increased in a diet-dependent manner. In addition, GC-MS analysis revealed significant differences 

in FA patterns of adult nematodes but not significantly of their eggs, with notable changes in cyclic 

FAs, saturated fatty acids (SFAs) as well as branched FAs levels, when comparing “lean” and “fat” 

phenotypes. As lean and fat nematodes were used for substance testing, interestingly, the fat-

reducing effect of orlistat (a common anti-obesogenic drug) could also be demonstrated in C. 

elegans, evidenced by modified fat contents, LD and FA patterns in both adult fat phenotypes. 

Further, differences in FA patterns of eggs of orlistat-treated nematodes, suggested potential 

transmission of energy status/ fat phenotypes to the subsequent generation. Moreover, first 

investigations on multigenerational (P0 – F4) and intergenerational effects of different food 

regimes in C. elegans were carried out, but did not show inheritance of the induced fat phenotypes 

based on TAG content as readout parameter.  

By using different fat phenotypes of C. elegans, the nematode provides a promising test system to 

identify and assess the risk of potential obesogenic and anti-obesogenic substances of human 

relevance. Further, it may serve as an alternate model system to investigate the transmission of fat 

metabolism-associated effects across generations. In the future, these studies could broaden the 

understanding of mechanisms of environmental chemicals leading to obesity, while valuable 

findings could also contribute to drug development. 
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Anhang 

Im Folgenden sind ergänzende Daten der Nile Red-Färbungen und des Triglycerid-Assays 

dargestellt.  

Die Daten der Nile Red-Färbungen zeigen die entsprechenden Körpergrößen und Fettgehalte der 

C. elegans-Gesamtpopulationen, von denen zuvor lediglich die selektierten Adulten gezeigt 

wurden. 

Die Daten des Triglycerid-Assays zeigen die gemessenen Gesamtglycerol- und freie Glycerolmengen 

unterschiedlich gefütterter C. elegans-Wildtypen, aus denen die Triglyceridgehalte berechnet 

wurden. Ergänzend zu den bereits gezeigten Daten sind die auf die Nematoden und die 

Proteinmengen bezogenen Gehalte dargestellt. Für die mehrgenerationalen Untersuchungen sind 

ebenfalls die entsprechenden gemessenen Gesamtglycerol- und freie Glycerolmengen dargestellt, 

von denen zuvor lediglich die daraus berechneten Triglyceridgehalte gezeigt wurden. 

 

Zu 4.1.2.2 Glucose-induzierte Fettgehaltserhöhung und Retardierung in C.  elegans 

 

Diagramm 41: Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach 
viertägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 µM – 10 mM Glucose für vier Tage (4 d) gefüttert. Nach der Nile Red-Färbung von 
fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix (PerkinElmer) in 
einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit der Software 
Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und mittlere 
Fluoreszenzintensitäten pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), der Gesamtpopulation aus 
einem Versuch (N = 66 – 113 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, *p ≤ 
0,05. 
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Diagramm 42: Hochdosis-Effekte von Glucose auf die Körperfläche und den Fettgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) 
nach dreitätiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 und 1 mM, 2 mM oder 10 mM Glucose für drei Tage (3 d) gefüttert. Nach der Nile Red-
Färbung von fixierten Nematoden erfolgte die Bild-Aufnahme mit dem 5x-Luft-Objektiv (NA = 0,16) des Opera Phenix 
(PerkinElmer) in einer Ebene bei λEx = 522 nm/ λEm = 488 nm. Die anschließende automatisierte Auswertung erfolgte mit 
der Software Harmony (PerkinElmer). Die Datenpunkte repräsentieren die Körperfläche pro Nematode und mittlere 
Fluoreszenzintensitäten pro Nematode (Körperfläche), angegeben in arbitrary units (a. u.), der Gesamtpopulation aus 
einem Versuch (N = 42 – 113 Nematoden). Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, 
*p ≤ 0,05. 
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Zu 4.1.2.4 Einfluss unterschiedlicher Futtermengen auf den Fettgehalt von C. elegans  

 

 

Diagramm 43: Effekte der Futtermenge auf den Triglyceridgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach zwei- und 
dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50, 4x OP50 oder 6x OP50 für zwei (2 d) oder drei Tage (3 d) gefüttert. Die Gesamtglycerol- 
und freie Glycerolgehalte wurden mittels des Triglycerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die Triglyceridgehalte 
durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende Gehalte pro Nematode (A 
und B) und pro Proteinmenge (C und D) aus einem Versuch mit einem technischen Triplikat. Statistik: Mittelwerte ± 
Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 

 

Diagramm 44: Effekte der Futtermenge auf den Triglyceridgehalt von C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 – 8x OP50 für drei Tage (3 d) gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freie Glycerolgehalte 
wurden mittels des Triglycerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider 
Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende Gehalte pro Nematode (A) und pro Proteinmenge (B) 
aus einem Versuch mit einem technischen Triplikat. Statistik: Mittelwerte ± Standardabweichungen, Kruskal Wallis-Test, 
*p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 
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Zu 4.2.1 Einfluss der Futtermenge auf die Körpergröße, Anzahl der Eier in utero 

und den Triglyceridgehalt 

 

Diagramm 45: Triglyceridgehalte von mageren und fetten C. elegans-Wildtypen (N2) nach zwei- und dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 (fett) für zwei (2 d) oder drei Tage (3 d) gefüttert. Die 
Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen und die 
Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Gehalte pro Nematode (A und B) und pro Proteinmenge (C und D) aus sechs unabhängigen Versuchen mit technischen 
Triplikaten (N = 17 – 18 Proben). Statistik: Mittelwert ± Standardabweichung, Mann Whitney U-Test, p ≤ 0,05, 
ns = nicht signifikant. 
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Zu 4.2.3 Einfluss der Futtermenge auf Fettsäuregehalt und -muster von adulten 

C. elegans und der Eier 

In Tabelle 5 sind die einzelnen, in der GC-MS-Analyse gemessenen Fettsäuren und ihre 

Zugehörigkeit in die kategorisierten Fettsäuresubklassen aufgelistet. 

 

Tabelle 5: Gruppeneinteilung der nachgewiesenen Fettsäuren der GC-MS-Analyse 

Fettsäuregruppe 
Anzahl C-Atome : 
Doppelbindungen 

Bezeichnung 

Gesättigte Fettsäuren 
(saturated fatty acids, 
SFAs) 
 

C14:0 
C16:0 
C17:0 
C18:0 
C20:0 

Myristinsäure 
Palmitinsäure 
Margarinsäure 
Stearinsäure  
Arachinsäure 

Einfach ungesättigte 
Fettsäuren 
(monounsaturated fatty 
acids, MUFAs) 
 

C14:1 7c 

C15:1 8c 

C16:1 5c 

C16:1 7c 

C16:1 9c 

C17:1 8c 

C18:1 5c 

C18:1 7c 

C18:1 9c 

Myristoleinsäure 
 
 
Palmitoleinsäure 
 
Margoreinsäure 
 
Vaccensäure 
Ölsäure 

Cyclopropan-Fettsäuren 
 

C19:0 cyclo 7c 

C17:0 cyclo 7c 

 

Verzweigte Fettsäuren 
C17:0 iso 
C15:0 iso 
C19:0 iso 

 

3-mehrfach ungesättigte 
Fettsäuren 

(3-polyunsaturated fatty 
acids, PUFAs) 

C20:3 3c 

C20:4 3c 

C20:5 3c 

Eicosatriensäure 
Eicosatetraensäure 
Eicosapentaensäure 

6-mehrfach ungesättigte 
Fettsäuren 

(6-polyunsaturated fatty 
acids, PUFAs) 

18:2 6c 

18:3 6c 

20:2 6c 

20:3 6c 

20:4 6c 

Linolsäure (LA) 
Gamma-Linolensäure (GLA) 
Eicosadiensäure 
Dihomo-gamma-Linolensäure 
Arachidonsäure 
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Zu 4.3 Einfluss von Orlistat auf den Fettgehalt von C. elegans 

 

Ergänzende Daten von DMSO-Effekten auf den Triglyceridgehalt der Nematoden. 

 

 

Diagramm 46: Effekte von DMSO auf den Triglyceridgehalt (pro Nematode und pro Proteinmenge) von mageren 
und fetten C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 (mager) oder 4x OP50 (fett) und jeweils mit 0,1 %, 0,2 %, 0,5 %, 1 % oder 2 % DMSO 
für drei Tage gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freie Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-
Aldrich) gemessen und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte 
repräsentieren entsprechende Gehalte pro Nematode (A und B) und pro Proteinmenge (C und D) aus zwei 
unabhängigen Versuchen. Rote Linien indizieren die Mittelwerte. 
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Zu 4.3.2 Einfluss von Orlistat auf den Fett- bzw. Triglyceridgehalt 

 

Ergänzende Daten von Orlistat-Effekten auf den Triglyceridgehalt der Nematoden. 

 

 

 

Diagramm 47: Effekte von Orlistat auf die Triglyceridgehalte von C. elegans-Wildtypen (N2) nach dreitägiger 
Kultivierung. 
L1-Larven wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 und jeweils 0,2 % DMSO (Kontrolle) oder 10 µM Orlistat für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) 
gemessen und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren 
entsprechende Gehalte pro Nematode (A und B) und pro Proteinmenge (C und D) aus drei unabhängigen Versuchen 
mit technischen Triplikaten (N = 8 – 9 Proben). Statistik: Mittelwert ± Standardabweichung, Mann Whitney U-Test, 
p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 
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Zu 4.4.1 Einfluss der kontinuierlichen, vermehrten Futtergabe auf den Fettgehalt 

der Folgegenerationen (multigenerationale Exposition) 

 

Diagramm 48: Multigenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte von adulten 
C. elegans-Wildtypen (N2) (alle Daten). 
L1-Larven wurden kontinuierlich mit 1x OP50 oder kontinuierlich mit 4x OP50 über mehrere Generationen (P0 – F4) 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Gehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: 
Mittelwerte ± Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), *p ≤ 0,05. 
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Diagramm 49: Multigenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte (pro Nematode) von 
adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven wurden kontinuierlich mit 1x OP50 oder kontinuierlich mit 4x OP50 über mehrere Generationen (P0 – F4) 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Gehalte pro Nematode aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± 
Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), *p ≤ 0,05. 
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Diagramm 50: Multigenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte (pro Proteinmenge) 
von adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven wurden kontinuierlich mit 1x OP50 oder kontinuierlich mit 4x OP50 über mehrere Generationen (P0 – F4) 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Gehalte pro Proteinmenge aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± 
Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), *p ≤ 0,05. 
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Zu 4.4.2 Einfluss der erhöhten Futtermenge in der parentalen Generation auf 
den Fettgehalt der Folgegeneration (intergenerationale Exposition) 
 

 

Diagramm 51: Intergenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte von adulten 
C. elegans-Wildtypen (N2) (alle Daten). 
L1-Larven der P0-Generation wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die L1-Larven der Folgegeneration 
(F1) von P0 (1x OP50), als auch von P0 (4x OP50) wurden anschließend jeweils mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Gehalte pro Nematode (Körpervolumen) aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: 
Mittelwerte ± Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 

 



Anhang 

 

LXXIV   

 

Diagramm 52: Intergenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte (pro Nematode) von 
adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven der P0-Generation wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die L1-Larven der Folgegeneration 
(F1) von P0 (1x OP50), als auch von P0 (4x OP50) wurden anschließend jeweils mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Gehalte pro Nematode aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± 
Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 



Anhang 

 

 LXXV 

 

Diagramm 53: Intergenerationale Effekte einer erhöhten Futtermenge auf die Triglyceridgehalte (pro Proteinmenge) 
von adulten C. elegans-Wildtypen (N2). 
L1-Larven der P0-Generation wurden mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage gefüttert. Die L1-Larven der Folgegeneration 
(F1) von P0 (1x OP50), als auch von P0 (4x OP50) wurden anschließend jeweils mit 1x OP50 oder 4x OP50 für drei Tage 
gefüttert. Die Gesamtglycerol- und freien Glycerolgehalte wurden mittels des Triglyerid-Assays (Sigma-Aldrich) gemessen 
und die Triglyceridgehalte durch Subtraktion beider Werte berechnet. Die Datenpunkte repräsentieren entsprechende 
Mittelwerte von Triplikaten der Gehalte pro Proteinmenge aus drei unabhängigen Versuchen. Statistik: Mittelwerte ± 
Standardabweichungen, bedingter t-Test (lineares gemischtes Modell), p ≤ 0,05, ns = nicht signifikant. 


