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CHAPTER 3 
 

DIRECT EVIDENCE OF THE ROLE OF TRPM5 IN BITTER TRANSDUCTION IN THE 
 

 ENTEROENDOCRINE CELL LINE, STC‐1† 
 
 

Abstract 

Enteroendocrine cells (EECs) in the gastrointestinal (GI) tract have been shown to 

express members of the bitter  (T2R) taste receptor  family and to release peptides  like 

CCK  in  response  to  bitter  stimuli.  Moreover,  EECs  express  many  of  the  signaling 

components  identified  in Type  II taste receptor cells  including alpha gustducin, PLC‐ß2 

and TRPM5.  While the role of TRPM5 in bitter taste transduction is unequivocal, bitter‐

activated TRPM5 currents have never been recorded in native cells. In the current study, 

we  have  used  the  enteroendocrine  cell  line  STC‐1  to  validate  the  proposed  bitter 

transduction  pathway.  To  explore  functional  responses  to  bitter  compounds  in  STC‐1 

cells, we have used patch clamping and ratiometric calcium imaging. Structurally diverse 

bitter  compounds  denatonium  benzoate  (DB)  and  phenylthiocarbamide  (PTC) 

depolarized STC‐1 cells and  this depolarization was significantly reduced  in absence of 

extracellular sodium ions. DB and PTC also elicited rapid, Na+ dependent inward currents 

at ‐100 mV. Ion substitution experiments revealed that these DB‐induced currents were 

carried  by monovalent  cations  in  non‐selective manner.  DB‐induced  inward  currents 

were greatly reduced when upstream proteins like G proteins and PLC are blocked with 

GDP‐ß‐S  and U73122,  respectively,  implying  that  these  inward  currents  are  activated 

 
† Coauthored by Bhavik Shah and Timothy Gilbertson. 
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downstream of G proteins and PLC. DB‐induced  inward currents were  inhibited by the 

TRPM5 blocker, triphenylphosphine oxide (TPPO, 20 µM) and were significantly reduced 

when expression of TRPM5 was  knocked down using RNA  interference. These  results 

are  consistent  with  a  role  of  TRPM5  in  bitter  transduction.  Consistent  with  these 

electrophysiological experiments, similar results were found using Fura‐2 based calcium 

imaging to characterize the role of TRPM5 in the generation of bitter‐induced changes in 

intracellular calcium in EECs. 

 
Introduction 
 
  Human  and  animals  can  perceive  five  primary  taste modalities:  bitter,  sweet, 

umami,  salty,  and  sour  (18,  20,  33).  In  contrast  to  salty,  sweet  and  umami  taste 

modalities which detect subsets of nutritive compounds, naturally occurring toxins taste 

bitter and most animals and humans display aversive behavior to these compounds (13). 

Thus,  the  sense  of  bitter  taste  has  been  thought  to  play  a  very  important  role  by 

providing  a  central warning  signal  against  the  ingestion  of  harmful  substances  (14). 

Various bitter compounds activate one or more members of a family of approximately 

30 different G protein‐coupled receptors (GPCRs) known as T2Rs (1, 7, 22). It is generally 

believed, that these T2Rs are expressed in a subpopulation of taste receptor cells, which 

are separate from those transducing the responses of other taste modalities (1). Several 

ingenious knockout and expression strategies  in mice suggest  that T2Rs are necessary 

and  sufficient  for  bitter  taste  perception  (24).  Various  mechanisms  for  taste 

transduction have been proposed but recent breakthroughs suggest  that sweet, bitter 
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and umami  tastants use a common 2nd messenger signaling  to activate  taste  receptor 

cells  (6, 8, 17, 31). According  to  this model  for bitter  signaling,  ligand binding  to T2R 

GPCRs  activates  the  ß2  isoform  of  phospholipase  C  (PLCβ2)  via  heterotrimeric 

G‐proteins,  activated PLCβ2 hydrolyzes phosphotidylinositol 4,5–bisphophate  (PIP2)  to 

generate  diacylglycerol  (DAG)  and  inositol  3,4,5  triphosphate  (IP3),  IP3  activates  IP3 

receptors on the endoplasmic reticulum to elicit a transient rise in intracellular calcium 

concentration (3, 16, 19, 23, 29, 32, 36). Recently, TRPM5,  a member of the melastatin 

group of  transient  receptor potential  (TRP)  ion  channels has been  found  to be highly 

expressed in taste receptor cells and identified as a key component of bitter and sweet 

taste  transduction  (26,  36).  Mice  lacking  TRPM5  have  severe  defects  in  tasting 

physiological  concentrations  of  bitter  and  sweet  compounds  (10,  36).  TRPM5  is  non‐

selective,  monovalent  cation  permeable  ion  channel  (15,  21,  27).  Studies  in  both 

heterologous expression systems and in taste receptor cells reveal that TRPM5 appears 

to  be  directly  activated  by  intracellular  calcium  ions  providing  a  link  between  the 

upstream IP3‐mediated release of calcium  ions from  intracellular stores and changes  in 

membrane  potential  (37).   While  the  role  of  TRPM5  in  bitter  taste  transduction  is 

unequivocal, bitter‐activated TRPM5 currents have never been recorded in intact, native 

cells. Moreover, at the cellular level, TRPM5 ion channels have never been shown to be 

involved  in bitter  transduction pathway  in native cells.  In present  study, we are using 

the mouse enteroendocrine cell line STC‐1 as a model system to demonstrate activity of 

TRPM5 channels in response to bitter stimuli and to verify a direct role of TRPM5 in the 
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bitter transduction pathway. 

STC‐1  cells  have  been  shown  to  express  members  of  the  bitter  (T2R)  taste 

receptor  family  (34, 35) and  to  release  satiety hormones  like  cholecystokinin  (CCK)  in 

response  to  bitter  stimuli  (9),  suggesting  the  probable  role  of  gut  in  initiation  of 

protective behavior  (vomiting and avoidance behavior) against  ingestion of potentially 

harmful  substances.  Moreover,  STC‐1  cells  express  all  the  signaling  components 

identified  in  taste  receptor  cells  including alpha gustducin, PLC‐ß2 and TRPM5  (9, 30, 

34).  In  the present study, we show  that  two bitter stimuli, denatonium benzoate  (DB) 

and phenylthiocarbamide (PTC) induce G protein and PLC dependent TRPM5 currents in 

STC‐1  cells.  Further,  we  attempted  to  examine  permeability  properties  of  bitter 

activated TRPM5  channels  in  STC‐1  cells. This  report presents,  to our  knowledge,  the 

first  demonstration  of  the  direct  involvement  of  TRPM5  ion  channels  in  bitter 

transduction pathways in native chemosensory cells. 

 
Materials and Methods 
 

Cell  culture.  The murine  enteroendocrine  cell  line,  STC‐1, was  a  generous  gift 

from Dr. D. Hanahan  (University of California, San Francisco).   The STC‐1 cell  line was 

derived  from  intestinal  endocrine  tumor  developed  in  double  transgenic  mouse 

expressing insulin promoter linked to simian virus 40 large T antigen and polyoma virus 

small  T  antigen.  STC‐1  cells were  cultured using Dulbecco’s modified  Eagle’s medium 

containing  10%  (v/v)  fetal  bovine  serum  (FBS).    STC‐1  cells  were  plated  onto  glass 

coverslips 24‐48 hours prior to calcium imaging and electrophysiological studies.  
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Intracellular  calcium  imaging. STC‐1  cells were  loaded with Fura‐2/AM  (5 µM; 

Molecular Probes, Eugene, OR) for 1 hour in Tyrode's with 10% pluronic acid at 37°C in 

the  dark.  Cells  were  then  rinsed  and  placed  in  media  for  30  minutes  to  allow 

deesterification  of  acetoxymethyl  ester  group  from  Fura‐2.  The  coverslips  were 

mounted onto  the chamber  (RC‐25F, Warner  Instruments, Hamden, CT), placed on an 

inverted  microscope  (Nikon,  Eclipse  TS100,  Japan)  and  perfused  continuously  with 

Tyrode's. Cells were illuminated with a 100‐watt xenon lamp and excitation wavelengths 

(340/380  nm)  were  delivered  by  a monochromator  (Bentham  FSM150,  Intracellular 

Imaging  Inc., Cincinnati, OH) at a  rate of 20  ratio pairs per minute. Fluorescence was 

measured by a CCD camera (PixelFly, Cooke, MI) coupled to a microscope and controlled 

by  imaging software (Incyt Im2TM, Intracellular Imaging). The ratio of fluorescence (340 

nm/380 nm) was directly converted  to calcium concentrations using a  standard curve 

generated  for  the  imaging  system  using  Fura‐2  calcium  imaging  calibration  kit 

(Molecular Probes, Eugene, OR). Bitter  compounds  (DB and PTC) were applied with a 

bath perfusion system at a flow rate of 4 ml/min permitting complete exchange of the 

extracellular solution in less than 20 seconds. 

Solutions.  Standard  extracellular  saline  solution  (Tyrode's)  contained  (in mM): 

140 NaCl, 5 KCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES, 10 glucose, and 10 Na pyruvate; pH 7.40 

adjusted with NaOH; osmolarity 310 adjusted using NaCl.  Sodium  free  saline  (sodium 

free Tyrode's) contained (in mM):   280 mannitol, 5 KCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES, 10 

glucose; pH 7.40 adjusted with TrisOH; osmolarity 310 adjusted with mannitol. 60 mM 
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Na+  Tyrode's  contained  (in mM):  50 NaCl,  180 mannitol,  5  KCl,  1  CaCl2,  1 MgCl2,  10 

HEPES,  10  glucose,  10  Na  pyruvate.  10  mM  Na+  Tyrode's  contained  (in  mM):  280 

mannitol, 5 KCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES, 10 glucose, 10 Na pyruvate. Calcium  free 

saline (calcium free Tyrode's) contained (in mM): 140 NaCl, 5 KCl, 1 EGTA, 1 MgCl2, 10 

HEPES, 10 glucose, and 10 Na pyruvate; pH 7.40 adjusted with NaOH; osmolarity 310 

adjusted  with  NaCl.  K+  based  intracellular  solution  was  used  for  measurement  of 

membrane potential contained (in mM): 140 K‐gluconate, 1 CaCl2, 2 MgCl2, 10 HEPES, 11 

EGTA, 3 ATP, and 0.5 GTP; pH 7.2 adjusted with KOH; osmolarity 310 adjusted with K‐

gluconate.  A  Cs+‐based  intracellular  solution was  used  for  recording  TRPM5  currents 

which contained (in mM): 140 Cs‐acetate, 1 CaCl2, 2 MgCl2, 10 HEPES, 11 EGTA, 3 ATP, 

and 0.5 GTP; pH 7.2 adjusted with TrisOH; osmolarity 310 adjusted with Cs‐acetate. U‐

73122, an  inhibitor of PLC, U‐73343  (inactive analog of U‐73122) and bombesin were 

purchased  from  Sigma  (St.  Louis, MO). GDP‐β‐S,  an  inhibitor  of G‐proteins was  from 

Calbiochem (EMD Biosciences, La Jolla, CA). 

Electrophysiological  recording  and  analysis.  We  performed  whole‐cell  patch 

clamp  recording  to  measure  membrane  potential  (current  clamp  mode)  and/or  to 

record FFA‐induced currents (voltage clamp mode) in STC‐1 cells with an Axopatch‐200B 

amplifier  (Molecular  Devices,  Sunnyvale,  CA).  Patch  pipettes  were  fabricated  from 

borosilicate  glass  on  a  Flaming‐Brown  micropipette  puller  (model  P‐97;  Sutter 

Instrument, Novato, Ca) and subsequently  fire polished on a microforge  (model MF‐9. 

Narishige) to a resistance of 5‐8 MΩ. Commands were delivered and data were recorded 
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using  pCLAMP  software  (v.  10,  Molecular  Devices)  interfaced  to  an  Axopatch‐200B 

amplifier with a DigiData 1322A analog‐to‐digital board.   Data were filtered online at 1 

kHz and sampled at 2‐4 kHz.   

Membrane potential measurement. The membrane potential (VM) of STC‐1 cells 

was  recorded  continuously  before,  during  and  after  bitter  compound  (DB,  PTC, 

cycloheximide  (CYX)) application using  the  current  clamp mode of  the amplifier while 

holding  the cell at  its zero current  level  (i.e. at  rest). For  recording bitter compounds‐

induced changes in membrane potential, bitter compounds (DB, PTC, CYX) were applied 

focally  from  pipette  positioned  near  cell  and  controlled  by  a  Picospritzer  III  (Parker 

Hannifin  Corp,  Cleveland,  OH).    To  determine  the  ionic  dependence  of  FFA‐induced 

changes  in membrane potential, VM was recorded  in 3 different extracellular solutions 

including Tyrode's, sodium free Tyrode's and calcium free Tyrode's.  

  TRPM5  current  recording.  Bitter‐induced  TRPM5  currents  in  STC‐1  cells  were 

recorded  using  the  voltage  clamp mode.  Typical  inward  currents were  recorded  at  a 

holding  potential  of  ‐100 mV.  Bitter  compounds were  applied  focally  from  a  pipette 

positioned  near  the  cell  and  controlled  by  a  PicoSpritzer  III  (Parker  Hannifin  Corp) 

controlled by the data acquisition and analysis software. Ramp protocols from ‐100 mV 

to +100 mV (500 ms duration) were used to generate instantaneous current‐voltage (I‐

V) relationship of bitter‐induced TRPM5 currents  in various solutions. All the measured 

reversal potentials of DB‐induced currents were corrected for liquid junction potentials.  

siRNA construction and transfection. For small interfering RNA experiments, we 
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used  Silencer®  pre‐designed  siRNA  and  Silencer®  select  pre‐designed  siRNA  targeted 

against  TRPM5  (Ambion,  Austin  TX)  according  to  the manufacturer's  directions.  As  a 

negative  control, we  used  the  Silencer®  control  siRNAs  kit  (Ambion,  Austin  TX).  The 

concentration of siRNA used  for transfection was 25‐200 nM. STC‐1 cells were reverse 

transfected with siRNA complexes using LipofectamineTM 2000 (Invitrogen, Carlsbad CA) 

transfection  reagent 24‐48 hours prior  to performing  functional  assays or performing 

quantitative PCR.  

Quantitative RT PCR. RNA  was  isolated  using  Tri  Reagent®  (Molecular  Research 

Center  Inc.,  Cincinnati,  OH)  according  to  manufacturer’s  instructions.  In  real‐time 

quantification of mRNA, we used two‐tube RT‐PCR.   First‐strand cDNA was synthesized 

using an iScript kit from Bio‐Rad (Hercules, CA). The RNA concentration was 50 ng per 20 

µl reaction volume.  The SmartCycler™ from Cepheid (Sunnyvale, CA) was used to follow 

the  PCR  reaction  in  real‐time.  The HotMaster  Taq DNA  polymerase  kit  (5  Prime  inc., 

Gaithersburg, MD  ) was  used  for  the  PCR  reaction  (final  concentration:  1X  reaction 

buffer, 5 mM Mg2+, 200 µM dNTPs, 60 nM  for GAPDH and 1.25 U/µl HotMaster Taq).  

Two  µl  cDNA  per  reaction was  amplified  using  a  2‐step  PCR  (6  s  denaturation,  60  s 

annealing and extension).   We used a TaqMan® detection system and primer pairs  for 

the  target  sequences  were multiplexed  with  the  primer  pairs  for  the  housekeeping 

gene,  GAPDH  (forward/reverse:  5’  TGCACCACCAACTGCTTAG‐3’  /  5’‐

GGATGCAGGGATGATGTTC‐3’: 487‐496 / 636‐654),  for comparison of expression  levels 

in STC‐1 cells. Primers and probes (5’‐ATCACGCCACAGCTTTCCAGAGGG‐3’; 595‐618) for 
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GAPDH  were  designed  using  Oligo  6.0  Primer  Analysis  Software  (Molecular  Biology 

Insights, Inc., Cascade, CO). The GAPDH probe was labeled with ROX as the reporter and 

BHQ‐2  as  the  quencher  (Integrated  DNA  Technologies,  Coralville  IA).  For  detection 

TRPM5, a commercially available Taqman® Gene Expression Assay  (Applied Biosystem, 

Foster City CA) was used. 

Statistical analysis. The significant effects of all the treatments were determined 

by  unpaired  Student’s  t‐test  (α=0.05)  compared  with  its  appropriate  control  as 

described in the text. Data are presented as mean + SEM, unless otherwise indicated. 

 
Results 
 

Bitter compounds elicit TRP‐like inward currents and membrane depolarization 

in STC‐1 cells. In the present study, we have used ratiometric calcium imaging and patch 

clamp  recording  to  verify  the  direct  involvement  of  TRPM5  in  the  bitter  taste 

transduction pathway  in STC‐1 cells. In whole‐cell voltage clamp experiments (Vh= ‐100 

mV),  rapid and  focal application of DB  (10 mM) activated  transient  receptor potential 

(TRP) like inward currents in STC‐1 cells (1730.4 + 132.6 pA; n=12; Fig. 3.1A). Given these 

responses,  application  of  DB  to  STC‐1  cells  should  elicit  a  depolarization  (receptor 

potential). As expected, using current clamp recording, rapid and focal application of DB 

(10 mM)  caused a  large,  reversible  change  in membrane potential  in  STC‐1  cells  (Fig. 

3.1B). Moreover,  the DB‐induced  inward current and depolarization  followed a similar 

time course consistent with  the  interpretation  that  these DB‐induced  inward currents 
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were capable of depolarizing STC‐1 cells. Previous studies in STC‐1 cells have shown that 

DB  increased  intracellular calcium  levels  in a dose dependent manner  (9).  In a  similar 

vein,  Fig.  3.1B  shows  concentration  dependence  of  DB‐induced  inward  currents.  To 

determine the specificity of the bitter‐induced TRP‐like currents, we examined the effect 

of two structurally diverse bitter compounds PTC and CYX on STC‐1 cells. PTC (10 mM) 

elicited inward current (756.8 + 52.7 pA; n=7; Fig. 3.1C) and depolarized STC‐1 cells (Fig. 

3.1D)  in a similar  fashion  to  that observed upon application of DB. Application of CYX 

(100 µM), however,  failed to elicit  inward currents or depolarize STC‐1 cells  (Fig. 3.1E, 

3.1F).  

Involvement of G proteins and PLC  in DB‐induced  inward currents.  In order to 

examine the involvement of G proteins in the generation of DB‐induced inward current, 

GDP‐ß‐S  (1  mM),  a  general  inhibitor  of  G  protein  activation,  was  included  in  the 

intracellular solution and DB‐induced  inward currents were recorded 2‐3 minutes after 

achieving  the whole  cell  configuration. GDP‐ß‐S  (138.5  +  53.7  pA;  n=7;  p<0.001;  Fig. 

3.2B,  3.2E)  caused  a  significant  reduction  (>90%)  of  the  magnitude  of  DB‐induced 

inward currents compared  to untreated  (control) STC‐1 cells  (1746.6 + 224.7 pA; n=7; 

Fig.  3.2A,  3.2E).  To  assess  the  role  of  PLC  in  the  bitter  response  in  STC‐1  cells, we 

measured DB‐induced inward currents while the activity of PLC was blocked by the PLC 

antagonist U73122 (3 µM). DB‐induced inward currents were profoundly reduced in the 

presence  of  3  µM  U73122  (301.6  +  93.2  pA;  n=5;  p<0.001;  Fig.  3.2C,  3.2E)  when 

compared with STC‐1  cells  treated with  the  inactive analog U73373  (3 µM)  (1726.6 + 
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270.5  pA;  n=7;  Fig.  3.2D,  3.2E).  U73343  treated  cells  showed  no  difference  in  the 

magnitude of inward currents in response to DB application compared to untreated STC‐

1  cells  (1746.6  +  224.7  pA;  n=7;  Fig.  3.2A,  3.2E).  Previous  studies  have  shown  that 

TRPM5 plays an essential role in the bitter transduction pathway (36) but bitter‐induced 

TRPM5  activity  has  never  been  recorded  in  native  cells.  In  the  present  study,  we 

examined  involvement of TRPM5  in  the generation of DB‐induced  inward  currents by 

using  the  TRPM5  specific  inhibitor,  triphenylphosphineoxide  (TPPO,  100  µM)  (4)  to 

assess  its  ability  to  block  the DB‐induced  currents  in  STC‐1  cells. DB‐induced  inward 

currents were significantly reduced (162.0 + 32.4 pA; n=10; p<0.001; Fig. 3.2F, 3.2G)  in 

the presence of TPPO (100 µM), suggesting the involvement of TRPM5 in bitter‐induced 

inward currents.  

DB‐induced inward currents are carried by monovalent cations.   To  determine 

the ion specificity of DB‐induced inward currents in STC‐1 cells, we performed a series of 

ion  substitution experiments using whole  cell patch  clamp  recording. The DB‐induced 

inward  currents were  virtually  abolished  in  the  absence  of  extracellular  sodium  ions 

(28.6  +  11.7  pA;  n=6;  p<0.001;  Fig.  3.3A,  3.3B)  but  were  unaffected  by  removal  of 

extracellular calcium  ions  (1831.6 + 263.7 pA; n=6; p=0.705; Fig. 3.3A, 3.3B). Similarly, 

bitter‐induced  depolarization  of  STC‐1  cells  was  significantly  reduced  by  removal  of 

extracellular sodium ions (13.4 + 7.8 mV, n=5) compared to control (62.4 + 4.4 mV, n=4). 

  To  investigate  the permeability properties of DB‐induced currents,  the  reversal 

potential  (Erev) of  the DB‐induced current was measured  in a variety of  solutions  that 
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differed  in  total  monovalent  cation  concentration.  Under  standard  experimental 

conditions with equal monovalent cation concentrations on both sides of the membrane 

(see Methods), examination of the current‐voltage relationship of DB‐induced currents 

revealed a reversal potential of ≈ 0 mV (Fig. 3.3C). This reversal potential  is consistent 

with activation of a non‐selective monovalent  cation permeation pathway, where  the 

inward current  is carried by sodium  ions and the outward current  is carried by cesium 

ions. Assuming the DB‐induced current is carried primarily by monovalent cations, then 

the  reversal  potential  for  the  DB‐induced  current  should  be  dependent  upon 

extracellular  sodium  ions.    As  expected,  changes  in  reversal  potential  of DB‐induced 

currents  under  varying  extracellular  sodium  concentration were  closely  predicted  by 

Goldman‐Hodgkin‐Katz (GHK) equation for a monovalent cation selective   conductance 

(Fig. 3.3C, 3.3D), assuming the permeabilities of potassium, cesium  and sodium ions are 

equal (27). Experiments  in which there was partial removal of  intracellular cesium  ions 

also shifted  the  reversal potential  for  the DB‐induced currents  in a manner consistent 

with the activation of a monvalent cation‐selective pathway (data not shown). 

TRPM5 mediates  DB  and  PTC  induced  currents  in  STC‐1  cells.  Based  on  our 

results showing that DB‐induced currents are permeable to monovalent cations coupled 

with  the  data  showing  that  TPPO  inhibited  this  current,  TRPM5  seemed  a  likely 

candidate for carrying these DB‐induced currents. To determine if the currents we were 

recording were carried through TRPM5 more directly, we used RNA interference (small‐

interfering RNA; siRNA)  to  reduce expression of TRPM5  in STC‐1 cells. We  transfected 
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STC‐1 cells either with siRNA specific  to TRPM5  (siTRPM5) or with nonsense sequence 

(control,  siNEG) and  recorded  inward  currents  in  response  to 10 mM DB and 10 mM 

PTC.  siTRPM5  treated  STC‐1  cells  (474.9  +  127.2  pA;  n=11;  p<0.001;  Fig.  3.4B,  3.4E) 

showed  diminished  inward  currents  in  response  to  DB  (10 mM)  compared  to  siNEG 

treated STC‐1 cells  (1917 + 114.17 pA; n=6; Fig. 3.4A, 3.4E).  siNEG  treated STC‐1 cells 

showed no difference  in DB‐induced  inward currents compared to untransfected STC‐1 

cells. Similar effects were  seen with PTC. PTC  (10 mM)  induced  inward currents were 

significantly reduced in siTRPM5 treated STC‐1 cells (155.3 + 60.8 pA; n=7; p<0.001; Fig. 

3.4D, 3.4E) compared to siNEG treated STC‐1 cells (871 + 92.1 pA; n=5; Fig. 3.4C, 3.4E). 

siNEG treated STC‐1 cells showed no difference in the magnitude of PTC‐induced inward 

currents compared to untransfected STC‐1 cells. 

TRPM5 mediates DB and PTC induced calcium signaling in STC‐1 cells. Previous 

studies have shown  that DB  increases  the  intracellular calcium concentration  in STC‐1 

cells by calcium influx through L‐type voltage‐gated calcium channels (9). In STC‐1 cells, 

the  DB‐induced  rise  in  intracellular  calcium  concentration  has  been  shown  to  be 

required for CCK release (9). Here, we investigated the direct involvement of TRPM5 in 

bitter  initiated  calcium  signaling  in  STC‐1  cells by using  small  interfering RNA  (siRNA) 

specific to TRPM5. Bath application of DB (10 mM) and PTC (10 mM) elicited robust and 

reversible increase in intracellular calcium concentration. In STC‐1 cells, resting calcium 

levels were between 100‐150 nM and bitter stimuli typically  increased the  intracellular 

calcium concentration several hundred nM. This DB‐induced rise in intracellular calcium 
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concentration was significantly reduced in siTRPM5 treated STC‐1 cells (95.0 + 12.1 nM; 

n=163; p<0.001; Fig. 3.5B, 3.5E) when compared  to siNEG  treated STC‐1 cells  (321.4 + 

20.7 nM; n=83; Fig. 3.5A, 3.5E). The bitter‐induced  intracellular calcium  response was 

similar in both siNEG treated STC‐1 cells and untransfected STC‐1 cells (335.0 + 25.9 nM; 

n=87).  Similar effects were  seen with PTC  (10 mM).   PTC‐induced  rise  in  intracellular 

calcium concentration was profoundly reduced  in siTRPM5 treated STC‐1 cells (126.9 + 

15.2 nM; n=69; p<0.001; Fig. 3.5D, 3.5E) when compared  to siNEG  treated STC‐1 cells 

(305.2  +  36.5  nM;  n=81;  Fig.  3.5C,  3.5E).  In  all  STC‐1  cells  examined  (untransfected, 

siNEG  treated,  siTRPM5  treated),  the  bombesin  (2  µM)  induced  rise  in  intracellular 

calcium concentration was unaffected (Fig. 3.5A‐D).  

 
Discussion 
 

TRPM5,  an  ion  channel  that  plays  a  role  in  sensory  transduction,  has  been 

implicated in bitter, sweet and umami taste perception (26, 36). Numerous studies have 

shown that native TRPM5 channels as well those expressed heterologously are activated 

directly by calcium  ions and display monovalent cation selectivity  (15, 21, 27). Despite 

the  fact  that  TRPM5  has  been  identified  as  a  key  signaling  element  in  bitter  taste, 

activation of TRPM5  currents  in  response  to bitter  tastants has not been observed  in 

intact, native cells. Moreover, at cellular  level, evidence supporting the  involvement of 

TRPM5  in bitter  transduction has never been  shown directly  in native  cells  (i.e. non‐

heterologous expression systems).  In present study, we have attempted to record and 

characterize  bitter‐activated  TRPM5  currents  in  an  enteroendocrine  cell  line,  STC‐1.  
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STC‐1  cells express  various bitter‐activated  T2Rs,  including  receptors  for DB, PTC  and 

CYX  (35).  Their utility  as  a model  cell  line  is  also  evident by  the  fact  that  STC‐1  cells 

express  most  of  the  signaling  components  identified  in  Type  II  taste  receptor  cells 

including alpha gustducin, PLC‐β2 and TRPM5  (9, 30, 34). Moreover,  in STC‐1 cells, DB 

and PTC have been shown to  induce marked  increases  in  intracellular calcium  levels  in 

concentration  dependent manner  (9).  Thus,  STC‐1  cells, which  have  been  called  the 

“taste cells of gut” (12, 28), provide an excellent model system to study and understand 

taste transduction pathways for bitter compounds.  

  In the present study, we provided evidence that two structurally unrelated bitter 

compounds DB (5, 7.5, and 10 mM) and PTC (10 mM) induced rapid inward currents in 

STC‐1  cells.  Transfection  of  TRPM5  specific  siRNA  and  application  of  TRPM5  specific 

blocker  TPPO  in  to  STC‐1  cells  showed  that DB  and PTC  induced  inward  currents  are 

mediated by TRPM5 channels. This  is  the  first evidence of  recording  stimulus‐induced 

TRPM5 currents  in native cells. The  inability of siRNA TRPM5 constructs to completely 

block bitter‐induced responses could be due to the inability to completely inhibit TRPM5 

expression or  the activation of additional downstream  ion channels.  In  taste  receptor 

cells, TRPM5 appears to be involved in final step of the signaling pathway that leads to 

membrane depolarization (i.e. the development of a receptor potential). In STC‐1 cells, 

we observed  that application of bitter  compounds DB and PTC elicited depolarization 

with  time  courses  similar  to  that  observed  in  DB‐  and  PTC‐induced  TRPM5  inward 

currents.  Inability of CYX  (100 µM) to elicit TRPM5 currents, membrane depolarization 
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and a rise  in  intracellular calcium  is consistent with an earlier report (35), which shows 

that STC‐1 cells express very low mRNA levels of mT2R5, the receptor for CYX.  

  In  taste  receptor  cells,  TRPM5  channels  have  been  hypothesized  to  function 

downstream  of  T2R  (bitter  responsive  GPCRs)  activation.  The  pathway  for  bitter 

transduction  has  been  shown  to  involve  T2R‐mediated  activation  of  PLC  and  the 

generation of IP3 and DAG, a rise in intracellular calcium concentration and activation of 

TRPM5. Support for this model comes from a number of sources: 1) Bitter tastants elicit 

marked  increases  in  intracellular calcium concentration  (2, 5, 25, 32). 2) PLCβ2, which 

generates  IP3  by  cleavage  of  PIP2,  is  required  for  bitter  taste  perception  (11,  36).  3) 

Bitter  tastants  elicit  a  rapid  rise  in  IP3  levels  (32).  4)  Native  TRPM5  ion  channels, 

apparently activated by  calcium  ions  (downstream of  IP3 production)  (15, 21, 27, 37), 

are essential for detection of physiological concentrations of bitter compounds (10, 36). 

Despite the overwhelming support for this model, to our knowledge, prior to the data 

presented  here,  there  is  no  direct  evidence  suggesting  that  TRPM5  ion  channels  are 

activated downstream of bitter stimulated G protein‐PLC pathway. In the present paper, 

we  clearly  show  that bitter‐activated  TRPM5  channels  function downstream of  the G 

protein‐PLC signaling pathway.  

  In addition to providing data on the functional activation of TRPM5 channels by 

bitter  compounds,  we  investigated  the  permeability  properties  of  bitter  activated 

TRPM5  ion channels  in STC‐1 cells.   Previous reports using heterologous expression of 

TRPM5 have shown that these calcium‐activated channels are nonselectively permeable 
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to monovalent cations and relatively  impermeable to divalent cations  (15, 21, 27, 37). 

Our data from native cells are consistent with these findings. We have shown here that 

DB‐induced  inward currents are abolished  in  the absence of extracellular  sodium  ions 

and unchanged  in absence of extracellular calcium  ions, suggesting that the  inward (at   

‐100  mV)  bitter‐induced  TRPM5    currents  are  mainly  carried  by  sodium  ions. 

Accordingly, we showed that DB‐and PTC‐induced depolarization is significantly blocked 

upon removal of extracellular sodium  ions, consistent with the  interpretation that DB‐

induced  depolarization  is  mediated  by  TRPM5  channels.  Further,  we  examined  the 

current‐voltage  (I‐V)  relationship  of  DB‐induced  TRPM5  currents  under  standard 

conditions  (sodium based  extracellular;  cesium based  intracellular;  See Methods)  and 

found it to be near 0 mV. Removal of extracellular calcium ions did not shift the reversal 

potential  nor  affect  the magnitude  of DB‐induced  TRPM5  currents  (data  not  shown), 

suggesting that DB‐induced TRPM5 currents are not dependent on extracellular calcium 

ions.  Changes  in  either  extracellular  sodium  concentration  or  extracellular  cesium 

concentration, on  the other hand,  led  to  changes  in  reversal potential of DB  induced 

currents  that were  closely  predicted  by Goldman‐Hodgkin‐Katz  (GHK)  equation  for  a 

monovalent cation selective conductance (27). Taken together, we clearly demonstrate 

that  DB  (and  PTC)  activates  TRPM5  channels  in  STC‐1  cells  that  are  permeable  to 

monovalent  cations  in  a  nonselective  manner  and  largely  impermeable  to  divalent 

cations.  

Previous  reports  have  suggested  that  the  bitter‐induced  rise  in  intracellular 
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calcium  concentration  in  STC‐1  cells  is  dependent  upon  activation  of  L‐type  voltage 

gated  calcium  channels  (9).  In STC‐1  cells,  the DB‐induced  rise  in  intracellular  calcium 

concentration has been shown to be necessary for CCK release (9). Since we have shown 

that bitter stimuli activate cation  influx through TRPM5 and that TRPM5  is  linked with 

depolarization  (i.e.  the  receptor  potential),  we  provided  additional  evidence  linking 

TRPM5 activity and calcium  influx  in STC‐1 cells  in this study.   RNA  interference assays 

(specific  to  TRPM5)  clearly  suggest  the  involvement  of  TRPM5  channels  in  bitter 

initiated calcium influx in STC‐1 cells.  

Taken  together,  we  have  been  able  to  provide  mechanistic  support  at  the 

cellular  level  describing  the  details  of  bitter  transduction  from  receptor  activation  to 

calcium  influx  within  STC‐1  cells.  In  particular,  these  data  provide  the  first  direct 

empirical support for the role of TRPM5 in bitter signaling pathways in a chemosensory 

cell line. Thus, our data and that of others supports a pathway (Fig. 3.6) whereby bitter 

stimuli,  like PTC and DB, activate specific T2Rs  leading to the activation of PLC and the 

generation  of  IP3  and  DAG.  IP3‐mediated  calcium  release  (or  potentially  another 

messenger) activates TRPM5. Monovalent cation influx through TRPM5 depolarizes the 

STC‐1  cell,  opening  voltage‐gated  calcium  channels  and  allowing  the  calcium  influx 

required for release of hormones like CCK from these enteroendocrine cells.  
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Figure 3.1: DB and PTC, but not CYX, elicit  inward currents and depolarization  in STC‐1 
cells. (A) Voltage clamp recording showing the activation of inward currents in response 
to rapid and focal application (10 sec) of 10 mM DB (Vm = ‐100 mV). (B) Current clamp 
recording  showing  depolarization  in  response  to  10 mM DB.  (C)  Similar  to DB,  focal 
application of 10 mM PTC elicits inward currents in STC‐1 cells (Vm = ‐100 mV) and leads 
to membrane depolarization  (D).  (E) Voltage clamp  recording demonstrates  rapid and 
focal application  (10 sec) of 100 μM CYX  failed  to activate  inward currents  (Vm =  ‐100 
mV).  (F)  100  μM  CYX  failed  to  initiate  membrane  depolarization  in  current  clamp 
recording.  (G) Denatonium  elicits  concentration‐dependent  changes  in maginitude  of 
inweard  currents.  Responses  are  shown  as mean  +  SEM  current  amplitudes  during 
applications of 5, 7.5, and 10 mM DB. 
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Figure 3.2:  Inward  currents  in  response  to 10 mM DB are  sensitive  to  inhibitors of G 
protein  activation,  PLC  and  TRPM5.  DB‐induced  inward  currents  (Vm  =  ‐100 mV)  in 
control  (A), GDP‐β‐S  (1 mM)  treated  (B), U73122  (3 μM)  treated  (C) and  in U73343  (3 
μM, the inactive analog of U73122) treated (D) STC‐1 cells. (E) Mean DB‐induced current 
amplitudes  +  SEM  in  control  conditions,  GDP‐β‐S  treatment,  U73122  and  U73343 
treatments in STC‐1 cells. (F) DB‐induced inward currents (Vm = ‐100 mV) in a single STC‐
1 cell in absence and presence of TPPO (100 μM). G) Mean responses + SEM of 10 mM 
DB in control conditions and TPPO (100 μM) treatment. 
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Figure 3.3:  DB‐induced inward currents are dependent upon [Na+]out  but not [Ca

2+]out.  
DB‐induced  inward  currents  (Vm =  ‐100 mV)  in a  single STC‐1  cell  in Tyrode's,  sodium 
free Tyrode's and calcium free Tyrode's (A). (B) Mean responses (inward currents) + SEM 
to 10 mM DB in STC‐1 cells in Tyrode's, sodium free Tyrode's and calcium free Tyrode's. 
C) Current‐voltage relationship of DB‐induced currents at 10, 60 and 140 mM  [Na+]out. 
(D)  Comparison  between  theoretical  and measured  reversal  potentials  +  SEM  of DB‐
induced  currents  recorded  at  extracellular  sodium  concentrations  of  10,  60  and  140 
mM. Values of reversal potentials have been corrected for liquid junction potentials.  
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Figure 3.4: DB and PTC induced currents in STC‐1 cells are mediated by TRPM5 channels. 
10 mM DB‐induced inward currents in siNEG treated (A) and in siTRPM5 treated (B) STC‐
1 cells. 10 mM PTC induced inward currents in siNEG treated (C) and in siTRPM5 treated 
(D)  STC‐1  cells.  (E)  Mean  DB  and  PTC  responses  (relative  inward  current  to 
untransfected cells) + SEM in siNEG treated and siTRPM5‐treated STC‐1 cells. (F) Relative 
expression of TRPM5 mRNA in siTRPM5 transfected compared to siNEG transfected STC‐
1 cells assayed by quantitative real time PCR. 
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Figure 3.5: TRPM5 mediates bitter compounds DB and PTC initiated calcium signaling in 
STC‐1 cells.10 mM DB and bombesin (2 µM) induced [Ca2+]in rise in siNEG treated (A) and 
in siTRPM5 treated (B) STC‐1 cells. 10 mM PTC and bombesin (2 µM) induced [Ca2+]in rise 
in siNEG treated (C) and in siTRPM5 treated (D) STC‐1 cells. (E) Mean [Ca2+]in responses + 
SEM in response to DB and PTC in siNEG treated and siTRPM5‐treated STC‐1 cells. 
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Figure  3.6:  A  working  model  showing  the  bitter  transduction  in  STC‐1  cells.  Bitter 
compounds  bind  and  activate  G  protein  coupled  receptors  (T2Rs)  linked  to  the 
stimulation of a specific  isoform of phospholipase C (PLCβ2) and the generation of two 
second messengers, diacylglycerol (DAG) and inositol 1,4,5 trisphosphate (IP3).  IP3 binds 
to IP3 receptors (IP3R) on the endoplasmic reticulum and releases  intracellular calcium. 
The  release  of  intracellular  calcium  activates  a monovalent  cation  channel,  TRPM5, 
whose  activation may  further  depolarize  the  cell  via monovalent  cation  influx.  This 
depolarization opens voltage‐gated calcium channels (VGCC)  leading to an  intracellular 
calcium rise and eventual release of satiety hormones like CCK.  
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CHAPTER 4 
 

EFFECTS OF POLY‐(LACTIDE‐CO‐GLYCOLIDE) NANOPARTICLES ON  
 

ELECROPHYSIOLOGICAL PROPERTIES OF THE ENTEROENDOCRINE CELL LINE, STC‐1† 
 
 
Abstract 
 
  PLGA  nanoparticles  have  been  widely  used  to  deliver  pharmacological 

compounds and genes to a variety of cell types. Despite the fact that many of these cells 

types depend critically on ion channel activity to function normally, there have been no 

studies of  the effect of nanoparticle materials on normal  ion  channel activity. To  this 

end, we have investigated the effect of nanoparticles on cholecystokinin (CCK) releasing 

enteroendocrine cell (EEC) line STC‐1, which play a central role in regulating food intake.  

It has been  shown  that  regulation of CCK  release  from STC‐1  cells  in  response  to  fat, 

carbohydrate  and protein depends on  the normal  electrogenic properties of  the  cell, 

including a strict dependence upon the activity of voltage‐gated calcium and potassium 

channels.  Because  of  the  importance  of  voltage‐gated  ion  channels  in  the  normal 

physiological responses of STC‐1 cells, we have done electrophysiological (patch clamp) 

experiments  to assess  the effects of PLGA nanoparticles on  the voltage‐gated calcium 

and potassium channels. Whole‐cell patch clamp recording on STC‐1 cells containing 100 

nm nanoparticles showed no macroscopic differences in calcium and potassium channel 

activity. Moreover, additional experiments in which we have determined the activation, 

inactivation, use‐dependent inactivation of these voltage‐gated ion channels have failed 

 
†  Coauthored by Bhavik Shah, Kytai Nguyen, and Timothy Gilbertson. 
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to  demonstrate  a  significant  effect  of  nanoparticles  on  these  basic  biophysical 

properties. Lastly, we examined the effects of PLGA nanoparticles on stimulus  induced 

rise in intracellular calcium concentration in STC‐1 cells, which is necessary for release of 

CCK.  Our  data  support  the  use  of  PLGA  nanoparticles  as  an  attractive  option  for 

delivering pharmaceuticals/genes to cells of the digestive system that might eventually 

prove useful for reducing appetite/food intake. 

 
Introduction 
 
  The  gastrointestinal  hormone  cholecystokinin  (CCK)  regulates  wide  variety  of 

physiological functions (11, 12, 23, 32). As is typical of many gastrointestinal hormones, 

CCK  is  produced  by  enteroendocrine  cells  (EECs)  of  intestinal  mucosa  which  are 

concentrated in duodenum and proximal jejunum (18). Release of CCK from EECs, which 

functions as short‐term satiety cue,  is considered one of the most  important signals to 

the control of food intake (e.g. satiety) during the course of a meal (34, 40). CCK release 

is  stimulated  both  by  specific  nutrients,  such  as  fats,  fatty  acids,  carbohydrates  and 

protein, as well as by a number of additional neuromodulators that have been shown to 

contribute to the control of food  intake (for review on CCK, (18)). It  is believed that an 

increase  in secretion of endogenous CCK from EECs would help  limit the meal size and 

eventually  food  intake  (19).      However,  as  is  the  case  for many  receptor‐mediated 

pathways  in  the  body,  specific  receptors  are  expressed  in  a  variety  of  physiological 

targets. It is important, therefore, to investigate the use of carriers such as nanoparticles 

for  specific  and  controlled delivery of  therapeutic  agents  that enhance CCK  secretion 
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from EECs. 

  Nanoparticles,  submicron  sized  colloidal particles with encapsulated,  adsorbed 

or conjugated compounds of  interest, have been widely used  in various drug delivery 

applications  (22,  25).    Recently,  the  use  of  biodegradable  synthetic  polymers  to 

formulate nanoparticles  for targeted and sustained delivery of pharmacological agents 

has been  extensively  investigated.   Of  all  the  synthetic biodegradable polymers, poly 

(D,L‐lactide‐co‐glycolide) (PLGA), has attracted the most attention in  research for its use 

in various drug delivery applications because of its unique properties (15, 17). PLGA has 

been studied extensively for its biocompatibility and is approved by the FDA for human 

use  (1,  2,  13).    Different  proteins,  peptides,  blockers,  genes,  small  interfering  RNA 

(siRNAs), vaccines, antigens, human growth factors have been successfully incorporated 

into PLGA based nano/microparticles  (4, 6, 20, 31). Moreover,  following  their uptake 

inside  the  cells,  PLGA  nanoparticles  have  been  shown  to  escape  degradative  endo‐

lysosomal compartments to the cytoplasmic compartment, thus  increasing therapeutic 

efficacy  (26).  Because  of  1)  efficient  intracellular  uptake;  2)  rapid  escape  from 

degradative endo‐lysosomal compartments to the cytoplasmic compartment; 3)  longer 

intracellular  retention;  and  4)  ability  to  maintain  therapeutically  relevant  doses  of 

pharmaceutical  compounds  in  the  cytoplasm  over  prolonged  periods,  PLGA 

nanoparticles  have  been  in  the  common  choice  for  intracellular  drug  delivery  of 

compounds such as peptides, proteins and DNA (24‐28).  

  The  use  of  PLGA  nanoparticles  to  increase  endogenous  CCK  secretion  from 
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enteroendocrine  cells  by  delivering  pharmacological  agents  and/or  gene  constructs 

could be a valuable strategy to decrease food intake. In present study, we have begun to 

explore  this  possibility.  First,  we  have  characterized  intracellular  uptake  of  PLGA 

nanoparticles in an enteroendocrine cell line, STC‐1.  STC‐1 cells have been widely used 

to  study  regulation  of  gastrointestinal  (GI)  hormone  (such  as  CCK,  GLP‐1)  release  in 

response  to  various  stimuli  including  nutrients  (fatty  acids,  protein,  carbohydrates), 

tastants  (bitter) and hormones  (5, 14). Voltage‐gated potassium channels and calcium 

channels play a central role  in satiety hormone release  in EECs (21, 33, 35). To ensure 

that  nanoparticles  themselves  do  not  interfere  with  the  normal  electrophysiological 

processes  related  to  CCK  release  in  STC‐1  cells, we  have  performed  experiments  to 

determine  effect  of  PLGA  nanoparticles  on  activation  and  inactivation  kinetics  of 

voltage‐gated potassium and calcium channels. Lastly, we examined the effects of PLGA 

nanoparticles on  stimulus  induced  rise  in  intracellular  calcium  concentration  in  STC‐1 

cells,  which  is  necessary  for  release  of  CCK.  Our  data  support  the  use  of  PLGA 

nanoparticles as an attractive option for delivering pharmaceuticals/genes to cells of the 

digestive system that might eventually prove useful for reducing appetite/food intake. 

 
Materials and Methods 
 

Materials.  Poly  (D,L‐lactide‐co‐glycolide)  (PLGA, MW  143900,  co‐polymer  ratio 

50:50)  was  purchased  from  Birmigham  Polymer  Inc.  (Birmigham,  Al).  Various  tissue 

culture  items  including  FBS,  DMEM,  trypsin  were  purchased  from  ThermoFisher 

Scientific  Inc.,  (Logan,  UT).  Linoleic  acid  and  bombesin  were  purchased  from  Sigma 
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Chemical Co. (St. Louis, MO).  

Cell  culture.  The murine  enteroendocrine  cell  line  STC‐1, was  a  generous  gift 

from Dr. D. Hanahan  (University of California, San Francisco). STC‐1 cells were derived 

from an  intestinal endocrine  tumor developed  in double  transgenic mouse expressing 

the insulin promoter linked to simian virus 40 large T antigen and polyoma virus small T 

antigen. STC‐1 cells were cultured using Dulbecco’s modified Eagle’s medium containing 

10% (v/v) fetal bovine serum (FBS) in 5% CO2 at 37°C.  STC‐1 cells were plated on glass 

coverslips  24‐48  hours  prior  to  nanoparticle  uptake,  calcium  imaging  and 

electrophysiological studies.  Cells were grown to about 90% confluency.  Upon reaching 

90% confluency, cells were either passaged or used for experiments.  All STC‐1 cells used 

for the experiments were between passages 4‐12. 

PLGA nanoparticles fabrication. The PLGA nanoparticles were formulated using 

the  standard  emulsion  –  solvent  evaporation method  (7).  In  brief,  a  3%  (w/v)  PLGA 

solution was made by dissolving PLGA  in chloroform and  to  this 100 µl of 6‐coumarin 

solution  (0.005%  in  chloroform) was  added.  The  above  solution was  added  dropwise 

into a 2.5%  (w/v) polyvinyl alcohol  (PVA) solution under stirring to  form the emulsion. 

The emulsion was then sonicated (Misonix Inc., Farmingdale, NY) at 45 W for 3 minutes 

in 1 minute cycles. The emulsion was stirred overnight to allow for evaporation of the 

solvent and then centrifuged (Beckman Coulter, Inc., Fullerton, CA) at 30,000 rpm for 20 

minutes at 15° C.  The pellet was washed two times, resuspended in DI water, frozen at 

‐800C  and  lyophilized  for  72  hours.    Lyophilized  nanoparticles  were  then  used 
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immediately or stored at 4°C until use.   

Measurement of ζ potential.  Nanoparticles were  characterized  for  the  particle 

size  and  zeta  potential  using  the  ZetaPALS  instrument  (Brookhaven  Instruments 

Corporation,  Holtsville,  NY).  The  samples  were  prepared  by  suspending  1  mg/ml 

nanoparticles in DI water and sonicating the sample for 30 seconds at 30 W.   

SEM analysis of PLGA nanoparticles. Dry PLGA particles were diluted, sonicated 

and placed on coverslips coated with 0.1% poly‐L‐lysine. This preparation was allowed to 

dry overnight and sputter coated with gold (IBS/TM200S Ion Beam Sputterer, VCP Group 

Inc.). Images of samples were studied using SEM (Hitachi S‐4000). 

Nanoparticle uptake studies. Cellular uptake experiments included optimal time, 

dosage,  and  biocompatibility  analysis.    In  order  to  evaluate  cellular  uptake  of  PLGA 

nanoparticles,  STC‐1  were  seeded  on  a  24  well  plate  (Falcon®,  Becton  Dickinson 

Labware)  at  a density of 20,000  cells per well  and  grown  for 2 days.   A nanoparticle 

stock  solution was prepared at a  concentration of 1 mg/ml  in  complete DMEM.   The 

nanoparticle solution was re‐suspended  in a water bath sonicator for 10 minutes.   For 

the dose studies, the concentration of nanoparticle solution was varied between 0‐500 

µg/ml and was prepared from the stock solution. The media was removed from the 24‐

well plate and replaced with the various concentrations of nanoparticle solution.   Cells 

were incubated with these solutions for one hour in 5% CO2 at 37°C.  After one hour of 

incubation, cells were washed 3 times with phosphate buffered saline (PBS), and  lysed 

with 1% Triton®‐X 100 for 1 hour. The temporal study was performed over a period of 
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six hours with cells being incubated with nanoparticles at a concentration of 100 μg/ml.  

The nanoparticle solution was added to the wells and  incubated for 0‐6 hours at 37°C.  

At the end of the time study, nanoparticle solutions were removed and the wells were 

washed thrice with PBS to remove any remaining nanoparticles.  Triton®‐X 100 (1%) was 

then added to the wells and incubated for 1 hour at 37°C in order to lyse the cells.   

For  analysis  of  concentration‐  and  time‐dependent  uptake,  the  collected  cell 

lysates were analyzed for total cell protein content using the Pierce BCA protein assay 

and  for  the nanoparticle uptake by measuring  fluorescent  intensities.    For  the Pierce 

BCA protein assay (Fisher Scientific), 25 µl of cell lysate was used.  The working reagent 

was added to the lysate samples, and incubated at 37°C for 30 minutes after which the 

absorbance of  the sample was measured by a microplate  reader  (Infinite M200,Tecan 

USA,  Inc.)  at  562  nm.    The  total  cell  protein was  determined  against  a  BSA  protein 

standard curve.  To determine the amount of nanoparticles internalized by cells, 200 µl 

of cell lysate from each sample was added to a 96 well plate and fluorescent intensity of 

the  samples  was  measured  at  EM  480  nm/EX  510  nm.    Serial  dilutions  of  stock 

nanoparticle solution  in 1% Triton®‐X 100 were used  to obtain a standard curve.   The 

uptake  of  the  nanoparticle  by  STC‐1  cells was  calculated  by  normalizing  the  particle 

concentration with the total cell protein of each sample.   

Nanoparticle uptake by confocal microscopy. Uptake of nanoparticles was also 

visualized  using  confocal  microscopy.    STC‐1  cells  were  seeded  on  glass  coverslips 

(Fisherbrand®, Fisher Scientific) at a density of 3x104 cells/cm2 and grown similar to that 
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of tissues culture well plates as described earlier.  For confocal experiments, cells were 

incubated with 100 µg/ml of PLGA nanoparticle solution for 30 minutes to 4 hours, and 

then  washed  with  PBS.    Following  incubation  with  PLGA  nanoparticles,  cells  were 

incubated with cell membrane dye FM® 4‐64 FX (Texas‐Red® dye, Invitrogen) at 5 µg/ml 

in PBS for 5‐10 minutes.   Samples were observed using a Leica confocal  laser scanning 

microscope equipped with a FITC  filter  (Ex(λ) 478 nm, Em(λ) 515 nm) and TRITC  (Ex(λ) 

465 nm, Em(λ) 744 nm) with the option of stacking sample sections.   

Biocompatibility. To determine  the biocompatibility of  the PLGA nanoparticles 

with  STC‐1  cells,  a MTS  (3‐(4,5‐dimethylthiazol‐2‐yl)‐5‐(3‐carboxymethoxyphenyl)‐2‐(4‐

sulfophenyl)‐2H‐tetrazolium)  cytotoxicity  assay  (Promega  Corp.) was  performed.    The 

cells were seeded at a density of 2x104 cells/cm2 and allowed to grow for two days. On 

the  day  of  the  experiment,  cells  were  incubated  for  six  hours  with  varying 

concentrations  (0‐1000  µg/ml)  of  nanoparticle  solutions.  The  MTS  assay  was  then 

performed as per the manufacturer’s instructions. 

Electrophysiological  recording  and  analysis.  We  performed  whole‐cell  patch 

clamp recordings on STC‐1 cells that either had or had not taken up PLGA nanoparticles. 

Currents  in  STC‐1  cells  were  recorded  with  an  Axopatch‐200B  amplifier  (Molecular 

Devices, Sunnyvale, CA) that was interfaced to a computer running pCLAMP software (v. 

10; Molecular Devices) with an A‐to‐D board (Digidata 1322A, Molecular Devices). Patch 

pipettes were fabricated from borosilicate glass on a Flaming‐Brown micropipette puller 

(model  P‐97;  Sutter  Instrument,  Novato,  CA)  and  subsequently  fire  polished  on  a 
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microforge (model MF‐9, Narishige) to a resistance of 5‐8 MΩ. Data were filtered online 

at 1 kHz and sampled at 2‐4 kHz. Patch pipettes were filled with a standard intracellular 

solution containing (in mM): 140 KCl, 1 CaCl2, 2 MgCl2, 10 HEPES, 11 EGTA, 3 ATP, and 

0.5 GTP; pH 7.2 adjusted with KOH; osmolarity was 310 mOsm. For recording potassium 

currents, standard extracellular saline (Tyrode's) was used containing (in mM): 140 NaCl, 

5 KCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 10 HEPES, 10 glucose, and 10 Na pyruvate; pH 7.40 adjusted with 

NaOH; osmolarity was 310 mOsm.  For  recording  calcium  currents,  a barium  Tyrode's 

solution containing 103 mM barium chloride, 10 mM TEA bromide, 1 mM CaCl2, 1 mM 

MgCl2, 10 mM HEPES, 10 mM glucose, 10 mM Na pyruvate and 0.001 mM TTX was used. 

PLGA  nanoparticles were  also  added  in  the  extracellular  solution  during  patch  clamp 

recording to reduce net exocytosis during the recording session. 

Intracellular  calcium  imaging. STC‐1  cells were  loaded with Fura‐2/AM  (5 µM; 

Molecular Probes, Eugene, OR) for 1 hour in Tyrode's with 10% pluronic acid at 37°C in 

the  dark.  Cells  were  then  rinsed  and  placed  in media  for  30 minutes  to  allow  de‐

esterification of acetoxymethyl ester group  from Fura‐2. The coverslips were mounted 

onto  the  chamber  (RC‐25F, Warner  Instruments, Hamden, CT), placed on an  inverted 

microscope (Nikon, Eclipse TS100, Japan) and perfused continuously with Tyrode's. Cells 

were illuminated with a 100‐watt xenon lamp and excitation wavelengths (340/380 nm) 

were  selected  by  a  monochromator  (Bentham  FSM150,  Intracellular  Imaging  Inc., 

Cincinnati, OH) at a rate of 20 ratios per minute. Fluorescence was measured by a CCD 

camera (PixelFly, Cooke, MI) coupled to a microscope and controlled by software (Incyt 



113 
 

 
 

Im2,  Intracellular  Imaging). The  fluorescence ratio  (340/380) was directly converted to 

calcium concentrations using a standard curve generated for the  imaging system using 

Fura‐2  calcium  imaging  calibration  kit  (Molecular  Probes,  Eugene,  OR).  Working 

solutions of  fatty acid and bombesin were made  in Tyrode's and applied with a bath 

perfusion  system. PLGA nanoparticles were also added  in  the extracellular  solution  to 

reduce net exocytosis during the recording session. 

Statistical  analysis.  Significant  effect  of  internalized  PLGA  nanoparticles  on 

linoleic  acid  and/or  bombesin  induced  intracellular  calcium  rise were  determined  by 

unpaired Student’s t‐test (α=0.05) compared with control. Data are presented as mean 

+ SEM, unless otherwise indicated.  

 
Results 

Characterization of PLGA nanoparticles. PLGA nanoparticles ranging in size from 

60  to 300 nm  (mean diameter: 119 + 55 nm; Fig. 4.1A) were obtained by making oil‐

water  emulsions with  specific  formulation  parameters  and  energy  source  inputs.  To 

confirm these formulations were in the appropriate size range, we did scanning electron 

microscope (SEM) image analysis of PLGA nanoparticles. As shown in Figure 4.1B, similar 

to results from the particle size analysis, PLGA nanoparticles ranged in size was ranging 

from 60 to several hundred nm with exception of  larger particles  in very few numbers 

compared to smaller nanoparticles.  The surface of PLGA nanoparticles was found to be 

smooth and nonporous from SEM image analysis (Fig. 4.1B). The ζ potential (measure of 

surface charge) of PLGA nanoparticles was ‐16.99 mV. 



114 
 

 
 

Uptake of PLGA nanoparticles by  STC‐1  cells.  For  intracellular uptake  studies, 

the  fluorescent  dye  6‐coumarin was  incorporated  in  PLGA  nanoparticles  during  their 

formulation. We  further  examined  the  intracellular  uptake  of  PLGA  nanoparticles  in 

enteroendocrine  cell  line,  STC‐1  cells  by  employing  fluorometric  quantitative 

measurement  as well  as  confocal microscopy.  Incubation  of  PLGA  nanoparticles  (100 

μg/ml)  with  STC‐1  cells  for  various  times  shows  that  intracellular  uptake  of  PLGA 

nanoparticles  in  STC‐1  cells  is  time‐dependent  (Fig.  4.2A;  n=8  for  each  time  point). 

Uptake  of  PLGA  nanoparticles  in  STC‐1  cells  was  seen  as  early  as  30  minutes  and 

increased gradually over time  (Fig. 4.2A).  Intracellular uptake of PLGA nanoparticles  in 

STC‐1  cells  was  also  found  to  be  concentration  dependent  (Fig.  4.2B;  n=8  for  each 

concentration).  Figure  4.2B  shows  that  intracellular  uptake  peaked  at  100  μg/ml 

concentration and then reached a plateau.  

From the confocal microscopy  images of PLGA nanoparticles  loaded STC‐1 cells 

(taken 8‐10 µm below the cell surface), it was evident that elevated fluorescent activity 

in  STC‐1  was  observed  at  the  2‐hour  and  4‐hour  time  points  compared  to  the 

fluorescence observed at 30 minutes (Fig. 4.3A‐C). We examined the possibility that the 

fluorescence  observed  in  STC‐1  cells  was  associated  with  6‐coumarin  bound  with 

nanoparticles and not free 6‐coumarin by performing a conventional dye release study 

(7).  Intracellular  fluorescence  was  insignificant  in  cells  incubated  with  6‐coumarin 

solution  released  from  nanoparticles  when  compared  to  cells  incubated  with 

nanoparticles  (Fig.  4.3E‐F).  Further,  cytotoxicity  assay  shows  that  PLGA  nanoparticles 
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concentrations  up  to  500  μg/ml  did  not  affect  cell  viability  (Fig.  4.2C;  n=8  for  each 

concentration). 

Effects of PLGA nanoparticles on ion channels of STC‐1 cells. It has been shown 

that  regulation  of  CCK  release  from  STC‐1  cells  in  response  to  fat,  carbohydrate  and 

protein  depends  on  the  normal  electrogenic  properties  of  the  cell,  including  a  strict 

dependence  upon  the  activity  of  voltage‐gated  calcium  channels  and  potassium 

channels  (21, 33, 35, 37). Because of  the  importance of voltage‐gated  ion channels  in 

the normal physiological responses of STC‐1 cells, we have performed whole‐cell patch 

clamp  recording  to assess  the effects of PLGA nanoparticles on voltage‐gated calcium 

and potassium channel activity. In order to examine the effect of PLGA nanoparticles on 

the activity of voltage gated calcium and potassium channels, we  incubated STC‐1 cells 

with  6‐coumarin  tagged  PLGA  nanoparticles  (size  ≈100  nm,  time  =  2  hours, 

concentration  =  100  μg/ml)  to  allow  optimal  intracellular  uptake.  Whole‐cell  patch 

clamping was  performed  on  cells  that  showed  fluorescence  under UV  light.  Voltage‐

gated  calcium  and  potassium  currents  were  activated  in  response  to  application  of 

series of voltage  steps  from  ‐80 mV  to +40 mV. Whole‐cell patch  clamp  recording on 

STC‐1 cells containing 100 nm PLGA nanoparticles showed no macroscopic differences in 

calcium and potassium channel activity (Fig. 4.4).  

Further, we  investigated activation and  inactivation properties of voltage gated 

calcium and potassium  ion channels  in presence and absence of PLGA nanoparticles  in 

STC‐1 cells, as modulation in activation and inactivation properties of these channels can 
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lead to profound effects on signaling cascades culminating in to CCK and GLP‐1 release. 

Our data demonstrates that PLGA nanoparticles do not alter activation (conductance vs. 

voltage) (Figure 4.5A), use dependent inactivation (Figure 4.5B) and voltage dependent 

inactivation  (Figure  4.5C)  properties  of  voltage‐gated  potassium  ion  channels.  PLGA 

nanoparticles  also  did  not  cause  any  alteration  in  activation  (data  not  shown)  and 

voltage  dependent  inactivation  (Figure  4.5D)  properties  of  voltage‐gated  calcium 

channels.  

In STC‐1 cells, various stimuli induce a rise in intracellular calcium concentration 

either by calcium  influx  through voltage gated calcium channels or by calcium  release 

from  intracellular  stores  (5,  37).  Elevation  of  intracellular  calcium  concentrations  by 

either mechanism is thought to be necessary and sufficient for stimuli induced CCK and 

GLP‐1  release  in STC‐1 cells. Next, we examined  the effects on PLGA nanoparticles on 

the  stimulus‐induced  intracellular calcium  rise  in STC‐1 cells using  the  ratiometric dye 

Fura‐2‐AM imaged in combination with a high speed ratiometric calcium imaging system 

(InCyt2‐IM; Intracellular Imaging, Inc.   Cincinnati, OH). As shown  in Figure 4.6A,  linoleic 

acid  (30  µM)  elicits  a  robust  and  reversible  increase  in  intracellular  calcium 

concentration in STC‐1 cells. On an average 30 µM linoleic acid elicited 349.0 ± 10.7 nM 

increase in intracellular calcium in STC‐1 cells (n=114; Figure 4.6C).  PLGA nanoparticles 

did  not  change  linoleic  acid  (30  µM)  induced  intracellular  calcium  rise  in  STC‐1  cells 

(320.0  ±  34.0  nM,  n=  47;  Figure  4.6B‐C). Moreover,  the  bombesin  (2  µM)  induced 

calcium response was not altered in PLGA nanoparticle loaded STC‐1 cells (349.2 + 13.1 
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nM, Figure 4.6E, 4.6F) when compared to control STC‐1 cells (343.1 + 18.2 nM, Fig. 4.6D, 

4.6F). Lastly, we determined the effects of PLGA nanoparticles on resting calcium levels 

in STC‐1 cells and no significant difference was observed (control STC‐1 cells: 134.6 ± 8.1 

nM, n=114; PLGA nanoparticles loaded STC‐1 cells: 139.0 ± 5.7 nM, n=47).  

 
Discussion 
 
  The  recent development of nanoparticle  technology, wherein  small  (~100 nm) 

particles are delivered to specific tissues and are taken up  inside cells to deliver drugs 

and  genetic material,  is  ideally  suited  to  overcome  the  problem  of  non‐specific  drug 

targeting. Recently, biodegradable polymers such as PLGA have been extensively used 

and studied for nanoparticle‐mediated drug delivery applications by various groups (3, 

6‐8,  16,  17,  38).  Different  proteins,  peptides,  blockers,  genes,  small  interfering  RNA 

(siRNAs), vaccines, antigens, human growth  factors are successfully  incorporated  in  to 

PLGA based nano/microparticles (4, 6, 20, 31).  

  Nanoparticle‐mediated  targeted  drug/gene  delivery  to  EECs  to  potentially 

increase CCK secretion and ultimately reduce food intake, would be of great therapeutic 

importance. In the present report, we fabricated PLGA nanoparticles of about 100 nm in 

diameter using oil‐water emulsion solvent evaporation technique (7). Previous findings 

demonstrated  that 100 nm PLGA nanoparticles have advantages over  larger diameter 

nanoparticles  in degradation  (10), drug  release profiles,  tissue penetration  (8, 39) and 

intracellular  nanoparticle  uptake  (9,  29).  Results  from  the  particle  size  analyzer  and 

scanning  electron  microscopy  reveals  the  average  size  of  PLGA  nanoparticles  is 
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approximately 100 nm. Further, we determined ζ potential of nanoparticles (measure of 

surface charge) as  it can affect particle stability,  intracellular uptake, mucoadhesion as 

well as intracellular trafficking of particle (2, 26). The ζ potential measurement of PLGA 

nanoparticles  is  ‐16.99  mV,  which  may  ensure  the  reduction  in  aggregation  of 

nanoparticles. One of the most sticking characteristics of PLGA polymers is that it shows 

transition  in  its surface charge (ζ potential) from anionic (at pH=7) to cationic  in acidic 

environment  (at pH=4). By using  the  above  strategy, upon  intracellular uptake, PLGA 

nanoparticles  have  been  shown  to  escape  (rapidly,  within  10  minutes)  from  acidic 

endosomes/lysosomes to cytoplasm, thus  increasing the efficacy of delivering payloads 

inside the cells (26).   

  Next, we characterized intracellular uptake of PLGA nanoparticles in STC‐1 cells. 

Our results show that PLGA nanoparticle  internalization  in STC‐1 cells  is both time and 

concentration  dependent  as  observed  before  with  different  cell  types  (7).  Confocal 

microscopy results clearly demonstrate that PLGA nanoparticles are  internalized  in the 

STC‐1 cells and not just bound to the cell surface. Moreover, from dye release study, it is 

clear that fluorescence observed in STC‐1 cells is due to 6‐coumarin dye associated with 

PLGA nanoparticles and not because of free released 6‐coumarin dye.  

  Toxicity  is a  serious  concern  in drug delivery applications and various  cationic‐

polymers  and  lipid  based  transfection  reagents  have  been  implicated  in  causing 

cytotoxicity at higher concentrations  (30). Biocompatibility/cytotoxicity assays  showed 

that STC‐1 cell viability  is not affected by PLGA nanoparticles  in concentration range of 
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50‐500 μg/ml. However,  it does not necessarily mean that PLGA nanoparticles are not 

interfering with normal physiological processes  in  the cells. Despite  the  fact  that cells 

types depend critically on ion channel activity to function normally, there have been no 

studies  that  focus  on  examining  the  effect  of  nanoparticle materials  on  normal  ion 

channel activity. In STC‐1 cells, it has been shown that regulation of CCK in response to 

fat, carbohydrate and protein depends on the normal electrogenic properties of the cell, 

including a strict dependence upon the activity of voltage‐gated calcium and potassium 

channels (21, 33, 35, 37). Modulation of activation or inactivation properties of voltage‐

gated potassium and calcium channels could  lead to hyper‐ or hypo‐excitability of cells 

which  both  could  be  potentially  dangerous.  Thus,  we  examined  the  effects  of 

internalized PLGA nanoparticles on voltage‐gated calcium and potassium channels.  

  Our results clearly showed that PLGA nanoparticles have no significant effects on 

activation and inactivation properties of voltage‐gated calcium and potassium channels. 

While  we  have  focused  our  attention  on  these  two  channel  classes  and  found  no 

differences,  it  remains  possible  that  other  ion  channel  or  receptor  types  could  be 

affected by  the  internalization of PLGA nanoparticles. While we  consider  this unlikely 

given  our  data,  we  nonetheless  extended  our  studies  to  examine  the  effects  of 

internalized  PLGA  nanoparticles  on  signaling  pathways,  one  a  receptor‐mediated 

pathway  involving  fatty  acid‐sensitive  G  protein  coupled  receptors,  and  another 

involving  intracellular  release  of  calcium  by  the  hormone  bombesin.  Each  of  these 

pathways  leads  to elevation of  intracellular calcium concentrations. Since elevation of 
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calcium  concentrations  inside  the  cells  is a highly  regulated process and  important  to 

multiple  signaling  phenomena with myriads  of  physiological  effects, we  felt  this was 

another way  to  validate  the  use  of  this  approach.  In  STC‐1  cells,  prototypical  PUFA 

stimulus  linoleic  acid,  which  activates  the  G  protein  coupled  receptor  GPR120  (14), 

induces a rise  in  intracellular calcium concentration by activating downstream calcium 

influx  through  voltage  gated  calcium  channels  (unpublished  data,  (37)).  Bombesin, 

which primarily acts to stimulate gastrin release from G cells of the stomach, induces a 

rise in intracellular calcium concentration by calcium release from intracellular stores (5, 

36). Elevation of  intracellular calcium concentration by either mechanism  is thought to 

be  necessary  and  sufficient  for  stimuli  induced CCK  and GLP‐1  release  in  STC‐1  cells.  

Calcium  mobilization  in  response  to  linoleic  acid  was  unaffected  in  presence  and 

absence  of  internalized  PLGA  nanoparticles,  suggesting  that  nanoparticles  do  not 

interfere  with  linoleic  acid  initiated  signaling  in  STC‐1  cells.  Moreover,  PLGA 

nanoparticles did not affect calcium signaling initiated by bombesin.  

  We have shown that PLGA nanoparticles are taken up  into an enteroendocrine 

cell line within appropriate concentration and temporal ranges for their potential utility 

in the control of food intake. Moreover, the uptake of these particles does not appear to 

interfere with  any  signaling  pathway  examined,  including  ion  channel  and  receptor‐

mediated  pathways.  Taken  together,  our  data  argue  to  the  validity  of  using  a  PLGA 

nanoparticle‐mediated  approach  to deliver pharmaceuticals or  genes  to  the digestive 

system, particularly those cells that may be  important for the eventual control of food 
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intake.  
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Figure 4.1:  Size distribution and SEM image of PLGA nanoparticles. (A) size distribution 
of  PLGA  nanoparticles  by  estimated  by  nanoparticle  size  analyzer  (LS230,  Beckman 
Coulter). (B) SEM image of PLGA nanoparticles (~100 nm) Scale bar, 450 nm. 
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Figure  4.2:  Intracellular uptake  of  PLGA  nanoparticles  in  STC‐1  cells  is both  time  and 
concentration dependent. (A) Time‐dependent uptake of PLGA nanoparticles (~100 nm; 
dose=100μg/ml)  in  STC‐1  cells.  (B)  Concentration‐dependent  uptake  of  PLGA 
nanoparticles  (~100  nm;  incubation  time=1  h)  in  STC‐1  cells.  (C)  The  effect  of 
nanoparticle  concentration on  STC‐1  cell  viability. Each data point  represents mean + 
SEM (n=8). 
 

 

 


