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Simple Summary: B‐cell lymphoma‐extra large (Bcl‐xL) is an anti‐apoptotic protein that regulates 

energy metabolism in neurons. In this study, we found that primary hippocampal neurons trans‐

duced with Bcl‐xL shRNA or treated with a pharmacological inhibitor of Bxl‐xL had a decrease in 

the population of motile mitochondria. Primary hippocampal neurons lacking Bcl‐xL failed to retain 

ATP at their neurites, which hindered the formation of complex neurite arbors, and ultimately had 

enhanced vulnerability to excitotoxic challenge. 

Abstract: B‐cell  lymphoma‐extra  large (Bcl‐xL)  is a mitochondrial protein known to  inhibit mito‐

chondria‐dependent intrinsic apoptotic pathways. An increasing number of studies have demon‐

strated that Bcl‐xL is critical in regulating neuronal energy metabolism and has a protective role in 

pathologies associated with an energy deficit. However, it is less known how Bcl‐xL regulates phys‐

iological processes of  the brain.  In  this study, we hypothesize  that Bcl‐xL  is required  for neurite 

branching and maturation during neuronal development by improving local energy metabolism. 

We found that the absence of Bcl‐xL in rat primary hippocampal neurons resulted in mitochondrial 

dysfunction. Specifically, the ATP/ADP ratio was significantly decreased in the neurites of Bcl‐xL 

depleted neurons. We further found that neurons transduced with Bcl‐xL shRNA or neurons treated 

with ABT‐263,  a  pharmacological  inhibitor  of Bcl‐xL,  showed  impaired mitochondrial motility. 

Neurons lacking Bcl‐xL had significantly decreased anterograde and retrograde movement of mi‐

tochondria and an increased stationary mitochondrial population when Bcl‐xL was depleted by ei‐

ther means. These mitochondrial defects, including loss of ATP, impaired normal neurite develop‐

ment. Neurons  lacking Bcl‐xL  showed  significantly decreased neurite  arborization, growth  and 

complexity.  Bcl‐xL  depleted  neurons  also  showed  impaired  synapse  formation.  These  neurons 

showed increased intracellular calcium concentration and were more susceptible to excitotoxic chal‐

lenge. Bcl‐xL may support positioning of mitochondria at metabolically demanding regions of neu‐

rites  like branching points. Our  findings suggest a  role  for Bcl‐xL  in physiological  regulation of 

neuronal growth and development. 
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1. Introduction 

B‐cell lymphoma‐extra large (Bcl‐xL) is an anti‐apoptotic member of the Bcl2 protein 

family [1]. Bcl‐xL prevents oligomerization of pro‐apoptotic Bcl2 family members such as 

Bax and Bak and loss of mitochondrial membrane integrity, thus inhibiting apoptotic cell 

death [2–4]. Numerous studies have demonstrated the neuroprotective functions of Bcl‐

xL against excitotoxicity, oxidative stress, and neurodegeneration [5–8]. In addition to its 
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role as an anti‐apoptotic protein, Bcl‐xL  is critical  in mitochondrial  function regulating 

neuronal bioenergetics and synaptic plasticity in the brain [9,10]. Bcl‐xL closes a mitochon‐

drial inner membrane leak channel, thereby enhancing neuronal energy metabolism with 

greater ATP production without requiring excess oxygen uptake  [11–13]. Bcl‐xL works 

upstream of dynamin‐related protein 1 (Drp1) governing the number, size, and activity of 

the synapse [14]. Furthermore, the Bcl‐xL‐Drp1 complex promotes clathrin‐mediated en‐

docytosis and enhances the synaptic vesicle pool [15]. 

Mitochondria  are dynamic organelles  that  change  location, population,  and mor‐

phology, and alterations of mitochondrial dynamics contribute  to  the  loss of neuronal 

function  [16–19].  Since  neurons  are polarized  cells with  each  sub‐cellular  region  pos‐

sessing its own distinct energy needs [20], efficient mitochondrial trafficking is imperative 

to supply ATP at the metabolically active sites of neurons. In mature neurons, 20–30% of 

mitochondria are motile with changes in direction, speed, and momentary stationary pe‐

riods, which allows for better distribution of mitochondria during the mobilization of syn‐

aptic vesicles, synaptic development, and generation of action potentials  [21–27]. Simi‐

larly, long‐range trafficking is essential to deliver damaged mitochondria back to the soma 

for recycling and is needed to shuttle new mitochondria throughout the neurite to replace 

these damaged organelles [28]. Therefore, proper mitochondrial movement is necessary 

for neuron functioning, and impaired mitochondrial trafficking is thought to contribute 

to the pathogenesis of many neurodegenerative diseases, including Alzheimer’s and Par‐

kinson’s diseases [19,29,30]. Notably, an increasing number of studies have demonstrated 

that Bcl‐xL has a potential role in mitochondrial dynamics [14,15,31]. Bcl‐xL promotes re‐

cruitment of mitochondria at the metabolically active sites of neurons such as presynaptic 

sites, and  it regulates mitochondrial  fission and  fusion, which maintains mitochondrial 

populations. Bcl‐xL  is reported to be necessary for neurite outgrowth and synapse for‐

mation [14,32]. Altogether, this evidence suggests that Bcl‐xL may be pivotal in controlling 

local energy supply during high energy demand [14,15,31].   

In this study, we investigated whether Bcl‐xL is required during the development of 

primary  hippocampal  neurons. Neurons  lacking Bcl‐xL demonstrated  impaired mito‐

chondrial movement in both the anterograde and retrograde directions and were associ‐

ated with local energy depletion at neurites. Failure of ATP retention at neurites impaired 

neurite  arborization  and  increased  susceptibility  to  excitotoxic  challenges. We  suggest 

that Bcl‐xL is an important contributor to the physiologic development of neurite com‐

plexity by supporting neurite energy retention. 

2. Materials and Methods 

2.1. Culture of Primary Hippocampal Neurons 

Primary rat hippocampal neurons were prepared from rat feti (Sprague‐Dawley, day 

18 of gestation; Envigo, Indianapolis, IN, USA) as described previously [5,32–34]. Briefly, 

neurons (0.3 × 106 cells/35 mm plate) were seeded on poly‐l‐lysin coated plates and grown 

in a neurobasal medium  supplemented with B‐27, glutamine, and antibiotics  (Thermo 

Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) for 21 days in vitro (DIV). shRNA lentiviral particle 

transduction: Primary hippocampal neurons were transduced with control shRNA lenti‐

viral particles or Bcl‐xL shRNA lentiviral particles (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, TX, 

USA); copGFP control lentiviral particles or Bcl‐xL shRNA‐GFP lentiviral particles (Santa 

Cruz Biotechnology) at DIV 7. Glutamate treatment: Glutamate (Sigma‐Aldrich, St. Louis, 

MO, USA) was freshly prepared in sterile PBS (Thermo Fisher Scientific) and added to the 

cell culture medium (final concentration: 20 μM). The vehicle control group for the gluta‐

mate experiment was treated with isovolumetric sterile PBS. ABT‐263 treatment: ABT‐263 

was prepared in dimethyl sulfoxide (DMSO) and added to the cell culture medium (final 

concentration 1 μM). The vehicle control group for ABT‐263 was treated with isovolumet‐

ric DMSO.  The  protocol was  approved  by  the  Institutional Animal  Care  Committee 

(IACUC) of the University of Alabama, Tuscaloosa, AL, USA. 
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2.2. Live Imaging and Mitochondrial Motility Analysis 

Mitochondria were labeled with CellLightTM mitochondria‐RFP (Thermo Fisher Sci‐

entific, Waltham, MA, USA) and image sequences were generated via fluorescent imaging 

with images taken every 60 s over a 60 min period. Image sequences were then used to 

generate kymographs using the KymoAnalyzer 1.01 software for ImageJ [35]. To generate 

the kymographs, image sequences were opened using the Batch Kymograph Generation 

plugin within KymoAnalyzer. Each neurite was then traced from the soma to the distal 

tip, thereby giving the track directionality in KymoAnalyzer. Anterograde movement is 

defined as a movement towards the distal tip, while retrograde movement is a movement 

towards the soma. Separate kymograph images were generated for each neurite showing 

the movement within the neurite throughout the image sequence. Next, kymograph im‐

ages were opened using the Tracks plugin within KymoAnalyzer, and tracks were traced 

from  the  top of  the  image  to  the bottom of  the  image. Traces were completed  for each 

kymograph individually and saved for analysis. The CargoPopulation, NetCargoPopula‐

tion, Segments, and PoolData plugins within KymoAnalyzer were then run successively 

on the folder of saved traces, and data was generated and exported. Each data metric is 

defined below: % anterograde track: The percentage of total tracks that showed only an‐

terograde movement; any track that reversed directions are not included; % net antero‐

grade track: The percentage of total tracks that showed net anterograde movement; in‐

cludes tracks that reversed direction so long as the net movement was in the anterograde 

direction; % retrograde track: The percentage of total tracks that showed only retrograde 

movement; any tracks that reversed directions are not included; % net retrograde track: 

The percentage of total tracks that showed net retrograde movement; includes tracks that 

reversed direction so long as the net movement was in the retrograde direction; % station‐

ary track: The percentage of total tracks that showed no movement; % net stationary track: 

The percentage of total tracks that showed no net movement; tracks that moved, but re‐

turned to their original location are included; Anterograde density: The number of tracks 

showing anterograde movement per micrometer of neurite (tracks/μm); Retrograde den‐

sity:  The  number  of  tracks  showing  retrograde movement  per micrometer  of  neurite 

(tracks/μm); Reversal density: The number of tracks that reversed direction at least once 

per micrometer of neurite (tracks/μm); Stationary density: The number of tracks showing 

no movement per micrometer of neurite (tracks/μm). 

2.3. Analysis of Neurite Branching 

Primary hippocampal neurons transduced with GFP control lentiviral particles (cop‐

GFP, Santa Cruz Biotechnology) or Bcl‐xL shRNA‐GFP lentiviral particles (Santa Cruz Bi‐

otechnology) were  imaged with a Zeiss Axio Vert.A1 microscope  (Zeiss, Oberkochen, 

Germany). Sholl analysis was used to quantify neurite branches as previously described 

[36,37]. In brief, fluorescent micrographs of primary hippocampal neurons were opened 

using  the  Simple Neurite Tracer plugin  for  ImageJ  (National  Institutes  of Health, Be‐

thesda, MD, USA), and neurites from the soma and daughter branches from the neurites 

were selected using the Path Manager function. Saved traces were analyzed using Sholl 

analysis, and a Sholl profile was created with the number of intersections at the specific 

radium, and micrographs were converted with pseudo‐color (16‐color annotation).   

2.4. Measurement of the ATP/ADP Ratio 

Primary hippocampal neurons were  transfected at DIV7 with GW1‐PercevalHR, a 

sensor developed in Gary Yellen’s laboratory [38,39]. Neuronal images (excitation 488 nm 

and emission 530 nm/ excitation 405 nm and emission 530 nm) were obtained using a 

Nikon C2 Laser Scanning Confocal Microscope (Nikon, Tokyo, Japan) at the Optical Anal‐

ysis Facility at the University of Alabama. The ratio of fluorescence intensities was calcu‐

lated as F488nm/F405nm. Pseudo‐color ratiometric images were made using NIS‐Elements 5.11 

with the Ratio View Live Ratio Graphing Module (Nikon) [40]. 



Biology 2021, 10, 772  4  of  14 
 

 

2.5. Measurement of Mitochondrial Potential () 

Mitochondrial membrane potential  () was measured using  the  fluorescent  lipo‐

philic cationic dye tetramethylrhodamine methyl ester (TMRM) (Thermo Fisher Scientific, 

Waltham, MA, USA), which accumulates within mitochondria in a potential‐dependent 

manner [41,42]. Primary neurons were stained with TMRM (5 nM in DMSO) for 30 min at 

37 °C in the dark. Images were taken with a Zeiss Axiovert A1 microscope using a con‐

sistent exposure  time and TMRM  fluorescence density was analyzed using AxioVision 

4.9. 

2.6. Immunoblots 

Neurons were scraped and lysed in 1X cell signaling buffer (Cell Signaling Technol‐

ogy, Danvers, MA, USA) and protein concentration was determined using BCA protein 

reagents  (Thermo  Fisher  Scientific, Waltham, MA, USA).  Samples  (50–100  μg  of  pro‐

tein/lane) were separated on a 4–12% SDS‐polyacrylamide gel  (Bio‐Rad, Hercules, CA, 

USA) and probed with anti‐Bcl‐xL antibody (1:1000, Cell Signaling Technology, Danvers, 

MA, USA) and anti‐beta actin  (Sigma‐Aldrich, 1:1000). Scanned  images were analyzed 

using ImageJ software (National Institutes of Health, Bethesda, MD, USA).   

2.7. Calcein‐AM, and Propidium Iodide (PI) Staining 

Viable or dead cells were stained with Calcein‐AM or PI as previously described [5]. 

After  treating  neurons with  glutamate  (20  μM  in  sterile PBS), Calcein‐AM  (25 nM  in 

DMSO), PI (0.5 μM in sterile PBS), or Hoechst (1 μg/mL  in sterile PBS) (Thermo Fisher 

Scientific, Waltham, MA, USA) was added into the culture medium for 30 min at 37 C in 
the dark. Micrographs were  taken using a Zeiss Axiovert A1 microscope  (Zeiss, Ober‐

kochen, Germany) using a consistent exposure time. The number of PI‐positive neurons, 

Hoechst positive neurons, or calcein fluorescence density per cell was analyzed using Ax‐

ioVision 4.9.   

2.8. Fluo‐4 Staining 

Primary hippocampal neurons were treated with 2.5 μM Fluo‐4 (Invitrogen) solution 

prepared in a light‐protected vessel, then incubated for 30 min at 37 °C as per the manu‐

facturer’s protocol [43]. Micrographs were taken using a Zeiss Axiovert A1 microscope 

(Zeiss, Oberkochen, Germany). Fluo‐4 fluorescence density per cell was analyzed using 

AxioVision 4.9.   

2.9. Immunocytochemistry 

Primary hippocampal neurons fixed in 10% buffered formalin were blocked in 10% 

goat serum  for 1 h,  then  incubated with anti‐Bassoon  (1:10, Santa Cruz Biotechnology, 

Dallas, TX, USA), anti‐synaptophysin (1:10, Santa Cruz Biotechnology, Dallas, TX, USA), 

anti‐MAP2 (1:100, Cell Signaling Technology, Danvers, MA, USA) antibodies overnight 

at 4  °C. Cells were washed and  incubated with Alexa‐fluor 488 antibody or Alexa‐568 

antibody  (1:200 dilution;  Invitrogen, Molecular Probes, Carlsbad, CA, USA)  for 1 h at 

room temperature and mounted on glass slides. Images were taken with a Zeiss Axiovert 

A1 microscope and processed using AxioVision 4.9. 

2.10. Statistical Analysis 

Data are reported as the mean ± SEM of at least three independent cultures with mul‐

tiple  independent experimental designs, such as  independent neuronal  isolation,  inde‐

pendent performance dates, and independent plates within a culture using separately pre‐

pared reagents. All quantitative graphs were made from at least three independent neu‐

ronal isolations. p < 0.05 was considered statistically significant. p values are provided in 

figure legends 
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3. Results 

3.1. Bcl‐xL Depletion Lowers ATP/ADP ratios at Neurites of Primary Hippocampal Neurons 

Bcl‐xL is reported to improve neuronal energy metabolism by enhancing mitochon‐

drial ATP production via direct interaction with the F1Fo ATP synthase [12,13]. However, 

it is still unclear if Bcl‐xL can control energy metabolism at a specific region in neurons. In 

order to investigate the roles of Bcl‐xL on local ATP levels, primary hippocampal neurons 

isolated from E18 rats were transduced with either Bcl‐xL shRNA or control shRNA at 

days in vitro 7 (DIV7) (Figure 1A; Supplementary Figure S1). We have previously shown 

that transduction of Bcl‐xL shRNA takes about 2 weeks to deplete Bcl‐xL in primary hip‐

pocampal neurons [32], thus neurons were incubated for additional 2 weeks. Addition‐

ally, we applied a GW1‐PercevalHR probe to monitor ATP/ADP ratio in primary hippo‐

campal neurons [38]. The probe undergoes a conformational change upon binding to ATP, 

resulting in changes in the fluorescence signal. The ATP/ADP ratio in live neurons is fur‐

ther converted to a pseudocolor ratiometric image to visualize ATP levels at specific re‐

gions of neurons such as  the soma and neurites  (Figure 1B–D). Although  transduction 

with Bcl‐xL shRNA lowered ATP/ADP ratio throughout whole neurons, including soma 

and neurites, we  found that ATP  levels at the neurite were greatly  impacted by Bcl‐xL 

depletion. We further applied tetramethylrhodamine (TMRM) to measure mitochondrial 

inner membrane  potential  (). Primary  hippocampal  neurons  lacking  Bcl‐xL  signifi‐

cantly decreased TMRM positive signals at their neurites, indicating loss of mitochondrial 

function and impaired energy metabolism (Figure 1E–G). TMRM fluorescence was signif‐

icantly decreased after treatment with FCCP, an uncoupler of oxidative phosphorylation 

 

Figure 1. Bcl‐xL depletion alters ATP/ADP ratio in primary hippocampal neurons. Primary rat hippocampal neurons were 

transduced with control shRNA or Bcl‐xL shRNA. Immunoblotting (A) was performed to show depletion of the Bcl‐xL 

protein levels in Bcl‐xL shRNA transduced neurons (n = 4, * p = 0.0286, Mann–Whitney test). ATP/ADP ratio (B,C) was 

measured using the GW1‐PercevalHR sensor (F488nm/F405nm). Bcl‐xL depleted neurons showed  lower ATP/ADP ratios in 

both the soma (n = 20) and neurites (n = 20). * p < 0.05, and *** p < 0.001, two‐tailed Student’s t‐test. Scale bar = 50 μm. 

Pseudocolour ratiometric micrographs (D) of neurons indicating the ATP/ADP ratio using the PercevalHR sensor. Red, 

higher ATP/ADP; Blue, lower ATP/ADP. Primary hippocampal neurons lacking Bcl‐xL showed a significantly decreased 

TMRM signal (E–G), indicating a loss of mitochondrial inner membrane potential () (n = 12). ** p < 0.01, and **** p < 
0.0001, two‐tailed Student’s t‐test. Scale bar = 20 μm. 
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3.2. Bcl‐xL Depletion Impairs Normal Mitochondrial Motility Patterns in Neurites of Primary 

Hippocampal Neurons 

To determine whether Bcl‐xL  is  required  to  localize mitochondria at neurites, we 

monitored mitochondrial motility using neurons with or without expressing Bcl‐xL. Pri‐

mary hippocampal neurons were transduced with control shRNA or Bcl‐xL shRNA fol‐

lowed by mitochondrial labeling using mito‐RFP BacMam2.0. Image sequences visualiz‐

ing mitochondrial movement were converted to kymographs (Figure 2A), and motility 

parameters  including anterograde and  retrograde movement were applied. Bcl‐xL‐de‐

pleted neurons demonstrated abnormal mitochondrial movement throughout the neurite 

compared  to  control neurons. The percentage of mitochondria  exhibiting only  antero‐

grade movement was reduced in Bcl‐xL depleted neurons, but the difference was not sig‐

nificant (Figure 2B). However, when including mitochondria that reversed direction dur‐

ing the imaging period, the decrease in the percentage of mitochondria with net antero‐

grade movement was significant (Figure 2C). The percentage of mitochondria showing 

only retrograde movement was lower in Bcl‐xL depleted neurons (Figure 2D); moreover, 

there was also a significant decrease  in  the overall net  retrograde movement  in Bcl‐xL 

depleted neurons (Figure 2E). In addition, the percentage of stationary (Figure 2F) and net 

stationary (Figure 2G) mitochondria were significantly higher in Bcl‐xL depleted neurons.   

 

Figure 2. Bcl‐xL depletion disrupts mitochondrial motility  in primary hippocampal neurons. Primary rat hippocampal 

neurons were transduced with control shRNA or Bcl‐xL shRNA. Kymographs (A) were produced and analysis using the 

KymoAnalyzer was completed to give the percentage of mitochondria that showed mitochondria moving in the following 

directions: only anterograde (B), n = 40, net anterograde (C), n = 40, ** p = 0.0022, Mann‐Whitney test, only retrograde (D), 

n = 40, net retrograde (E), n = 40, ** p = 0.0075, Mann–Whitney test, stationary (F), n = 40, *** p = 0.0001, Mann–Whitney test, 

and net stationary (G), n = 40, *** p = 0.0002, Mann–Whitney test. The analysis also provided the mitochondrial density 

(number of mitochondria/μm) for mitochondria exhibiting anterograde (H), n = 40 or retrograde (I), n = 40 motion, as well 

as mitochondria  that reversed directions  (J), n = 40, ** p = 0.0029, Mann–Whitney  test during  the  image sequence and 

stationary mitochondria (K), n = 40, * p = 0.0177, Mann–Whitney test. The COX IV protein was labeled to visualize mito‐

chondria (L,M), and mitochondria length was measured (n = 63). * p < 0.05, two‐tailed Student’s t‐test. Scale bar = 20 μm. 
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Bcl‐xL depletion  affected  the  amount of mitochondrial movement. We,  therefore, 

tested if Bcl‐xL depletion affected the density of mitochondria in the neurite. Primary hip‐

pocampal neurons expressing Bcl‐xL also displayed higher densities of moving mitochon‐

dria and number of motile mitochondria per micrometer of neurite than Bcl‐xL depleted 

neurons (Figure 2H–J). The density of stationary mitochondria  (Figure 2K) was signifi‐

cantly higher in Bcl‐xL depleted neurons than in control neurons. Furthermore, the COX 

IV protein was labeled to visualize mitochondria. Neurons were imaged and mitochon‐

dria length was measured (Figure 2L,M). It was found that the Bcl‐xL depleted neurons 

had decreased mitochondria length when compared to control neurons.   

3.3. Treatment with ABT‐263 Impairs Mitochondrial Motility in Primary Hippocampal Neurons 

Furthermore, we applied a pharmacological approach to target Bcl‐xL Primary hip‐

pocampal neurons were treated with or without 1 μM ABT‐263, an inhibitor of Bcl‐xL. As 

previously described, kymographs were generated (Figure 3A) and the analysis was per‐

formed using  the KymoAnalyzer. Neurons  treated with ABT‐263 showed  significantly 

decreased retrograde and anterograde movement (Figure 3B–E), whereas the percentage 

of stationary mitochondria was significantly increased compared to the control neurons 

(Figure 3F,G).   

   

Figure 3. Treatment with ABT‐263 impairs mitochondrial motility in primary hippocampal neurons. Primary hippocam‐

pal neurons were treated with or without ABT‐263 (1 μM). Neurons treated with ABT‐263 were analyzed using the Kymo‐

Analyzer (A) and the following metrics were generated: % anterograde (B), n = 57, **** p < 0.0001, Mann–Whitney test, % 

net anterograde (C), n = 57, **** p < 0.0001, Mann–Whitney test, % retrograde (D), n = 48, **** p < 0.0001, Mann‐Whitney 

test, % net retrograde (E), n = 48, **** p < 0.0001, Mann–Whitney test, % stationary (F), n = 48, **** p < 0.0001, Mann–Whitney 

test, and % net stationary tracks (G), n = 48, **** p < 0.0001, Mann–Whitney test. Neurons were treated with TMRM and 

fluorescence density was measured (H–J), n = 12. *** p < 0.001, and **** p < 0.0001, two‐tailed Student’s t‐test. Scale bar = 

10 μm. (K–M), The PercevalHR Sensor (F488nm/F405nm) was applied and psuedocolour ratiometric microgaphs were used to 

indicate the ATP/ADP ratio (n = 12). *** p < 0.001, two‐tailed Student’s t‐test. Red, higher ATP/ADP; Blue, lower ATP/ADP. 

Scale bar = 20 μm. 
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TMRM fluorescence was also analyzed in ABT‐263‐treated neurons to measure mi‐

tochondrial  inner  membrane  potential  ()  (Figure  3H–J).  ABT‐263‐treated  neurons 

showed a significantly decreased TMRM positive signal in both the soma and the neurite. 

The GW1‐PercevalHR sensor was applied to measure ATP/ADP ratio in primary hippo‐

campal neurons. It was found that ABT‐263‐treated neurons had decreased ATP/ADP ra‐

tio in both the neurite and soma, indicating impaired energy retention (Figure 3K–M). 

3.4. Bcl‐xL Depletion Impairs Neurite Arborization and Synapse Formation in Primary 

Hippocampal Neurons 

We have previously shown that Bcl‐xL is necessary for neurite outgrowth during the 

development of primary hippocampal neurons [32]. To test if Bcl‐xL‐dependent ATP re‐

tention at neurites is required to maintain normal neurite morphology, we measured the 

number of neurite branches by applying the Sholl analysis. Primary hippocampal neurons 

transduced with either control‐GFP or Bcl‐xL shRNA‐GFP were analyzed by tracing the 

neurite projections  from  the soma. The number of  intersections, or branch points, was 

totaled at the radius from the soma in 10 μm  increments. Bcl‐xL depleted neurons and 

control neurons had similar amounts of intersections up to 40 μm from the soma. At 50 

μm and beyond, however, Bcl‐xL depleted neurons had significantly decreased levels of 

intersections (Figure 4A). Furthermore, no Bcl‐xL depleted neuron showed any branching 

past 190 μm from the soma, while control neurons showed branching up to 200 μm from 

the soma, suggesting again that Bcl‐xL plays a large role in neurite growth and develop‐

ment. Original fluorescent micrographs were converted to pseudocolor with 16‐color an‐

notation: red indicates more intersections and blue indicates fewer intersections. Pseudo‐

color images visualized primary hippocampal neurons lacking Bcl‐xL showed decreased 

neurite branches suggesting the importance of Bcl‐xL in the formation of neurite complex‐

ity (Figure 4B).   

We  then further  tested to see  if Bcl‐xL depletion  impacted synapse formation. Im‐

munocytochemistry was performed on primary hippocampal neurons (Figure 4C,D) to 

visualize Bassoon, a scaffolding protein that is important to the structure and function of 

the pre‐synapse [44]. Cells were imaged and Bassoon‐positive puncta were counted from 

50–100 μm from the soma. This range was chosen because at 50 μm from the soma neurite 

arborization begins  to differ between control and Bcl‐xL depleted neurons, and at any 

distance further than 100 μm from the soma Bcl‐xL depleted neurons show very little neu‐

rite branching and are underdeveloped compared to control neurites at the same distance. 

Thus, markers of the pre‐synapse cannot fully be attributed to Bcl‐xL protein depletion at 

distances further than 100 μm. We found that Bassoon‐positive puncta were significantly 

decreased in Bcl‐xL depleted neurons compared to the control neurons. This data suggests 

that Bcl‐xL depletion impairs proper neurite growth, branching, and synapse formation 

(Figure 4C,D; Supplementary Figure S2). 
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Figure 4. Bcl‐xL depletion impairs neurite arborization and synapse formation in primary hippocampal neurons. Primary 

hippocampal neurons were transduced with conGFP control or Bcl‐xL shRNA‐GFP. The Sholl analysis (A) determined 

the number of neurite intersections (n = 12). Pseudocolour images (B) show a qualitative difference in neurite intersections 

resulting from Bcl‐xL depletion. Red, higher intersections; blue, fewer intersections. Scale bar = 50 μm. Immunocytochem‐

istry (C) was performed, and Bassoon‐positive puncta were counted from 50–100 μm from the soma (n = 63). * p < 0.05, ** 

p < 0.01, *** p < 0.001, and **** p < 0.0001, two‐tailed Student’s t‐test. (D) Red, Bassoon; Green, MAP2; Blue, DAPI. Scale bar 

= 20 μm. 

3.5. Bcl‐xL Depletion Increases the Susceptibility of Primary Hippocampal Neuron to 

Excitotoxicity 

Alteration of neurite morphology does not cause the immediate death of developing 

neurons; however, it does increase the vulnerability of neurons during maturation [32]. 

To determine if impaired neurite branching in Bcl‐xL depleted neurons is associated with 

susceptibility of neurons against neurotoxic insult, we analyzed the viability of neurons 

under treatment with the excitotoxic neurotransmitter, glutamate. After transduction with 

control  shRNA or Bcl‐xL  shRNA, primary hippocampal neurons were  treated with or 

without glutamate or solvent control for 24 h. Neurons were treated with Fluo‐4 to meas‐

ure  intracellular calcium concentration  (Figure 5A,B). Bcl‐xL depleted neurons showed 

increased Fluo‐4 signal compared to control neurons without treatment with glutamate. 

Furthermore, Bcl‐xL depleted neurons treated with glutamate showed a greatly increased 

Fluo‐4 positive signal compared  to control neurons  treated with glutamate. These data 

suggest that treatment with glutamate greatly increases intracellular calcium and that Bcl‐

xL depleted neurons are much more susceptible to this increase in calcium concentration.   

Neurons were  then  labeled with  calcein‐AM,  to  indicate  live,  healthy  cells,  and 

Hoechst,  to show all cells present. Consistent with our previous  report  [45],  treatment 

with glutamate significantly lowers the calcein‐positive fluorescent signal. Interestingly, 

glutamate‐induced  excitotoxicity was  exacerbated  in  Bcl‐xL  depleted  neurons  (Figure 
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5C,D). Similarly, neurons lacking Bcl‐xL showed significantly increased propidium iodine 

(PI) positive cells under glutamate challenge, indicating increased levels of apoptotic and 

necrotic death (Figure 5E,F). These results suggest that Bcl‐xL plays a role in protection 

against excitotoxicity in neurons. 

 

Figure 5. Bcl‐xL depletion makes primary hippocampal neurons more susceptible to excitotoxicity. Primary hippocampal 

neurons transduced with control shRNA or Bcl‐xL shRNA were treated with or without glutamate to induce excitotoxicity. 

Neurons were treated with Fluo‐4 (A,B) to measure intracellular calcium concentration (n = 121). ** p < 0.01 and **** p < 

0.0001, Kruskal–Wallis test with Dunn’s multiple comparisons test. Calcein‐AM and Hoechst staining (C,D) shows the 

proportion of healthy cells via fluorescent image analysis (n = 100). ** p < 0.01, and *** p < 0.001, one‐way ANOVA with a 

Tukey’s post‐hoc‐analysis. Scale bar = 20 μm. PI and Hoechst staining (E,F) shows the proportion of dead cells via fluo‐

rescent image analysis (n = 20). **** p < 0.0001, one‐way ANOVA with a Tukey’s post‐hoc analysis. Scale bar = 50 μm. 

4. Discussion 

Bcl‐xL is traditionally known as a blocker of apoptotic death via its ability to bind 

pro‐apoptotic proteins.  In  this study, we  found an additional  function of Bcl‐xL under 

physiological conditions. Depletion of Bcl‐xL  significantly decreased  the population of 

motile mitochondria in primary hippocampal neurons, and this may hinder the delivery 

of mitochondria,  impairing  local energy metabolism at neurites. Indeed, we found that 

neurons transduced with Bcl‐xL shRNA failed to maintain mitochondrial inner membrane 

potential and depleted ATP at their neurites, arresting arborization of neurites compared 

to neurons  expressing Bcl‐xL. Although Bcl‐xL depletion did not  immediately  change 

neuronal viability, failure to achieve neurite complexity eventually increased the vulner‐

ability of neurons against excitotoxic challenge. 
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Bcl‐xL regulates the efficiency of ATP production in mitochondria via direct interac‐

tion with the F1Fo ATP synthase [12,13]. In particular, Bcl‐xL binds directly to the β‐sub‐

unit of the F1 complex, the key subunit that phosphorylates ADP to produce ATP [12]. 

Interaction between Bcl‐xL and  the F1Fo ATP synthase enhances  the efficiency of ATP 

production by blocking a leak channel activity. Although there are several candidates to 

form mitochondrial permeability transition pore (mPTP), the c‐subunit of the F1Fo ATP 

synthase, a ring‐shaped subunit found in the Fo complex, exhibits non‐selective voltage‐

gated and calcium‐activated channel activities resembling mPTP [46–48]. A recent study 

demonstrated that the monomeric form of the F1Fo ATP synthase showed mPTP‐like ac‐

tivities, whereas treatment with oligomycin A closed the channel [47]. Since motor pro‐

teins such as dynein and kinesin contain ATP hydrolyzing sites [49–51], inefficient opera‐

tion of the F1Fo ATP synthase in neurons lacking Bcl‐xL may lead to failure of intracellular 

transport. Additionally, we found that primary hippocampal neurons expressing Bcl‐xL 

have approximately 22% motile and 78% stationary mitochondrial populations, whereas 

neurons lacking Bcl‐xL maintained only 7% motile mitochondria (Figure 2F,G). Consist‐

ently, neurons treated with ABT‐263 completely lost mitochondrial motility (Figure 3A,B). 

Since we currently achieve an 80–90% transfection rate with Bcl‐xL shRNA [32], 7% motile 

mitochondria may represent an un‐transfected population  in  the Bcl‐xL shRNA group. 

ABT‐263 is a BH3 mimetic that blocks the interaction between Bcl‐xL and other pro‐apop‐

totic BH3 proteins. The BH3 only protein Bim is known to bind to Bcl‐xL [52,53], and it is 

previously reported to form a complex with dynein, a motor protein  that carries mito‐

chondria [54,55]. Therefore, it may be important to further test if Bcl‐xL‐dependent mito‐

chondrial motility is due to the direct interaction between Bcl‐xL and the motor complex 

or regulation of the efficiency of the F1Fo ATP synthase. 

Previously, we  reported  that depletion of Bcl‐xL does not directly cause neuronal 

death under physiological conditions, but neurons lacking Bcl‐xL show significantly al‐

tered neurite morphology leading to death during hypoxic insult [32]. Similarly, in this 

study, we found that neurons lacking Bcl‐xL arrest the formation of neurite branches, and 

the failure to achieve neurite complexity, are associated with the susceptibility of neurons 

against excitotoxicity. Notably, neurites proximal to the soma (<40 μm) developed nor‐

mally in Bcl‐xL shRNA transduced neurons, whereas impaired arborization severely oc‐

curred  in distal regions of neurites. We have demonstrated  that  transduction of Bcl‐xL 

shRNA takes about 2 weeks to deplete Bcl‐xL in primary hippocampal neurons [32]. Thus, 

neurons may be able  to maintain adequate ATP during early development. However, 

when neurons start their maturity, grown in vitro for approximately 2 weeks, Bcl‐xL de‐

pleted neurites failed to form daughter branches. 

In this study, we showed that full‐length Bcl‐xL is required for neurite development. 

Bcl‐xL supports local energy retention at neurites and enhances both the efficiency of ATP 

production and the recruitment of mitochondria to intracellular locations. We suggest a 

physiological function of Bcl‐xL during neuronal development and under neurotoxic chal‐

lenge. 

Supplementary Materials: The following are available online at www.mdpi.com/article/10.3390/bi‐

ology10080772/s1, Figure S1: Full Western Blot; Figure S2: Immunocytochemistry. 

Author Contributions: Conceptualization, J.J. and H.P.; methodology, J.J., M.S., E.A., A.S., K.H.L. 

and H.P.; formal analysis, J.J., M.S., E.A. and H.P.; resources, K.H.L. and H.P.; data curation, J.J., 

M.S., E.A., A.S., K.H.L. and H.P; writing—original draft preparation, J.J., K.A.C. and H.P.; writing—

review and editing, J.J., M.S., K.A.C. and H.P.; supervision, K. H.L., K.A.C. and H.P.; funding acqui‐

sition, J.J. and H.P. All authors have read and agreed to the published version of the manuscript. 

Funding: This research was funded by The University of Alabama Small Grant Program to H‐A.P., 

Crenshaw Research Fund to H‐A.P., and the Sigma Xi Grants in Aid of Research to J.J. 

Institutional Review Board Statement:    The study was approved by the Institutional Animal Care 

Committee (IACUC) of University of Alabama, Tuscaloosa, AL (17‐06‐0324). 



Biology 2021, 10, 772  12  of  14 
 

 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Conflicts of  Interest: The authors declare no conflict of  interest. The  funders had no role  in  the 

design of the study; in the collection, analyses, or interpretation of data; in the writing of the manu‐

script, or in the decision to publish the results. 

References 

1.  Boise, L.H.; Gonzalez‐Garcia, M.; Postema, C.E.; Ding, L.; Lindsten, T.; Turka, L.A.; Mao, X.; Nunez, G.; Thompson, C.B. bcl‐x, 

a bcl‐2‐related gene that functions as a dominant regulator of apoptotic cell death. Cell 1993, 74, 597–608. 

2.  Soane, L.; Siegel, Z.T.; Schuh, R.A.; Fiskum, G. Postnatal developmental regulation of Bcl‐2 family proteins in brain mitochon‐

dria. J. Neurosci. Res. 2008, 86, 1267–1276, doi:10.1002/jnr.21584. 

3.  Sattler, M.; Liang, H.; Nettesheim, D.; Meadows, R.P.; Harlan, J.E.; Eberstadt, M.; Yoon, H.S.; Shuker, S.B.; Chang, B.S.; Minn, 

A.J.; et al. Structure of Bcl‐xL‐Bak peptide complex: Recognition between regulators of apoptosis. Science 1997, 275, 983–986. 

4.  Cheng, E.H.; Levine, B.; Boise, L.H.; Thompson, C.B.; Hardwick, J.M. Bax‐independent inhibition of apoptosis by Bcl‐XL. Nature 

1996, 379, 554–556, doi:10.1038/379554a0. 

5.  Park, H.A.; Licznerski, P.; Mnatsakanyan, N.; Niu, Y.; Sacchetti, S.; Wu, J.; Polster, B.M.; Alavian, K.N.; Jonas, E.A. Inhibition of 

Bcl‐xL prevents pro‐death actions of DeltaN‐Bcl‐xL at the mitochondrial inner membrane during glutamate excitotoxicity. Cell 

Death Differ. 2017, 24, 1963–1974, doi:10.1038/cdd.2017.123. 

6.  Arena, G.; Gelmetti, V.; Torosantucci, L.; Vignone, D.; Lamorte, G.; De Rosa, P.; Cilia, E.;  Jonas, E.A.; Valente, E.M. PINK1 

protects against cell death induced by mitochondrial depolarization, by phosphorylating Bcl‐xL and impairing its pro‐apoptotic 

cleavage. Cell Death Differ. 2013, 20, 920–930, doi:10.1038/cdd.2013.19. 

7.  Parsadanian, A.S.; Cheng, Y.; Keller‐Peck, C.R.; Holtzman, D.M.; Snider, W.D. Bcl‐xL is an antiapoptotic regulator for postnatal 

CNS neurons. J. Neurosci. 1998, 18, 1009–1019. 

8.  Panickar, K.S.; Nonner, D.; Barrett, J.N. Overexpression of Bcl‐xl protects septal neurons from prolonged hypoglycemia and 

from acute ischemia‐like stress. Neuroscience 2005, 135, 73–80, doi:10.1016/j.neuroscience.2005.02.052. 

9.  Jonas, E.A. Contributions of Bcl‐xL to acute and long term changes in bioenergetics during neuronal plasticity. Biochim. Biophys. 

Acta 2013, 1842, 1168–1178, doi:10.1016/j.bbadis.2013.11.007. 

10.  Park, H.A.; Jonas, E.A. Mitochondrial membrane protein Bcl‐xL, a regulator of adult neuronal growth and synaptic plasticity: 

Multiple functions beyond apoptosis. Neural Regen. Res. 2014, 9, 1706–1707, doi:10.4103/1673‐5374.143413. 

11.  Chen, Y.B.; Aon, M.A.; Hsu, Y.T.; Soane, L.; Teng, X.; McCaffery, J.M.; Cheng, W.C.; Qi, B.; Li, H.; Alavian, K.N.; et al. Bcl‐xL 

regulates  mitochondrial  energetics  by  stabilizing  the  inner  membrane  potential.  J.  Cell  Biol.  2011,  195,  263–276, 

doi:10.1083/jcb.201108059. 

12.  Alavian, K.N.; Li, H.; Collis, L.; Bonanni, L.; Zeng, L.; Sacchetti, S.; Lazrove, E.; Nabili, P.; Flaherty, B.; Graham, M.; et al. Bcl‐xL 

regulates metabolic efficiency of neurons through interaction with the mitochondrial F1FO ATP synthase. Nat. Cell Biol. 2011, 

13, 1224–1233, doi:10.1038/ncb2330. 

13.  Chen, R.; Park, H.A.; Mnatsakanyan, N.; Niu, Y.; Licznerski, P.; Wu, J.; Miranda, P.; Graham, M.; Tang, J.; Boon, A.J.W.; et al. 

Parkinson’s disease protein DJ‐1 regulates ATP synthase protein components to increase neuronal process outgrowth. Cell Death 

Dis. 2019, 10, 469, doi:10.1038/s41419‐019‐1679‐x. 

14.  Li, H.; Chen, Y.; Jones, A.F.; Sanger, R.H.; Collis, L.P.; Flannery, R.; McNay, E.C.; Yu, T.; Schwarzenbacher, R.; Bossy, B.; et al. 

Bcl‐xL induces Drp1‐dependent synapse formation in cultured hippocampal neurons. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2008, 105, 2169–

2174, doi:10.1073/pnas.0711647105. 

15.  Li, H.; Alavian, K.N.; Lazrove, E.; Mehta, N.; Jones, A.; Zhang, P.; Licznerski, P.; Graham, M.; Uo, T.; Guo, J.; et al. A Bcl‐xL‐

Drp1  complex  regulates  synaptic  vesicle  membrane  dynamics  during  endocytosis.  Nat.  Cell  Biol.  2013,  15,  773–785, 

doi:10.1038/ncb2791. 

16.  Frederick, R.L.; Shaw, J.M. Moving mitochondria: Establishing distribution of an essential organelle. Traffic 2007, 8, 1668–1675, 

doi:10.1111/j.1600‐0854.2007.00644.x. 

17.  Rodriguez‐Enriquez, S.; Kim, I.; Currin, R.T.; Lemasters, J.J. Tracker dyes to probe mitochondrial autophagy (mitophagy) in rat 

hepatocytes. Autophagy 2006, 2, 39–46, doi:10.4161/auto.2229. 

18.  Chen, H.; Chan, D.C. Mitochondrial dynamics‐‐fusion,  fission, movement,  and mitophagy‐‐in neurodegenerative diseases. 

Hum. Mol. Genet. 2009, 18, R169–176, doi:10.1093/hmg/ddp326. 

19.  Wang, X.; Winter, D.; Ashrafi, G.; Schlehe, J.; Wong, Y.L.; Selkoe, D.; Rice, S.; Steen, J.; LaVoie, M.J.; Schwarz, T.L. PINK1 and 

Parkin  target  Miro  for  phosphorylation  and  degradation  to  arrest  mitochondrial  motility.  Cell  2011,  147,  893–906, 

doi:10.1016/j.cell.2011.10.018. 

20.  Takano,  T.;  Xu,  C.;  Funahashi,  Y.;  Namba,  T.;  Kaibuchi,  K.  Neuronal  polarization.  Development  2015,  142,  2088–2093, 

doi:10.1242/dev.114454. 

21.  Safiulina, D.; Kaasik, A. Energetic  and dynamic: How mitochondria meet  neuronal  energy demands.  PLoS  Biol.  2013,  11, 

e1001755, doi:10.1371/journal.pbio.1001755. 

22.  Yu, S.B.; Pekkurnaz, G. Mechanisms Orchestrating Mitochondrial Dynamics for Energy Homeostasis. J. Mol. Biol. 2018, 430, 

3922–3941, doi:10.1016/j.jmb.2018.07.027. 

23.  Boldogh, I.R.; Pon, L.A. Mitochondria on the move. Trends Cell Biol. 2007, 17, 502–510, doi:10.1016/j.tcb.2007.07.008. 



Biology 2021, 10, 772  13  of  14 
 

 

24.  Chen,  Y.;  Sheng,  Z.H.  Kinesin‐1‐syntaphilin  coupling  mediates  activity‐dependent  regulation  of  axonal  mitochondrial 

transport. J. Cell Biol. 2013, 202, 351–364, doi:10.1083/jcb.201302040. 

25.  Kang, J.S.; Tian, J.H.; Pan, P.Y.; Zald, P.; Li, C.; Deng, C.; Sheng, Z.H. Docking of axonal mitochondria by syntaphilin controls 

their mobility and affects short‐term facilitation. Cell 2008, 132, 137–148, doi:10.1016/j.cell.2007.11.024. 

26.  Nicholls,  D.G.;  Budd,  S.L.  Mitochondria  and  neuronal  survival.  Physiol.  Rev.  2000,  80,  315–360, 

doi:10.1152/physrev.2000.80.1.315. 

27.  Sheng, Z.H. The Interplay of Axonal Energy Homeostasis and Mitochondrial Trafficking and Anchoring. Trends Cell Biol. 2017, 

27, 403–416, doi:10.1016/j.tcb.2017.01.005. 

28.  Misgeld, T.; Schwarz, T.L. Mitostasis in Neurons: Maintaining Mitochondria in an Extended Cellular Architecture. Neuron 2017, 

96, 651–666, doi:10.1016/j.neuron.2017.09.055. 

29.  Bose,  A.;  Beal,  M.F.  Mitochondrial  dysfunction  in  Parkinsonʹs  disease.  J.  Neurochem.  2016,  139  (Suppl.  1),  216–231, 

doi:10.1111/jnc.13731. 

30.  Wilkins, H.M.; Swerdlow, R.H. Relationships Between Mitochondria and Neuroinflammation:  Implications  for Alzheimerʹs 

Disease. Curr. Top. Med. Chem. 2016, 16, 849–857, doi:10.2174/1568026615666150827095102. 

31.  Berman, S.B.; Chen, Y.B.; Qi, B.; McCaffery, J.M.; Rucker, E.B., III; Goebbels, S.; Nave, K.A.; Arnold, B.A.; Jonas, E.A.; Pineda, 

F.J.;  et  al.  Bcl‐x  L  increases  mitochondrial  fission,  fusion,  and  biomass  in  neurons.  J.  Cell  Biol.  2009,  184,  707–719, 

doi:10.1083/jcb.200809060. 

32.  Park, H.A.; Licznerski, P.; Alavian, K.N.; Shanabrough, M.; Jonas, E.A. Bcl‐xL Is Necessary for Neurite Outgrowth in Hippo‐

campal Neurons. Antioxid. Redox Signal. 2015, 22, 93–108, doi:10.1089/ars.2013.5570. 

33.  Beaudoin, G.M., III; Lee, S.H.; Singh, D.; Yuan, Y.; Ng, Y.G.; Reichardt, L.F.; Arikkath, J. Culturing pyramidal neurons from the 

early postnatal mouse hippocampus and cortex. Nat. Protoc. 2012, 7, 1741–1754, doi:10.1038/nprot.2012.099. 

34.  Kaech, S.; Banker, G. Culturing hippocampal neurons. Nat. Protoc. 2006, 1, 2406–2415, doi:10.1038/nprot.2006.356. 

35.  Neumann, S.; Chassefeyre, R.; Campbell, G.E.; Encalada, S.E. KymoAnalyzer: A software tool for the quantitative analysis of 

intracellular transport in neurons. Traffic 2017, 18, 71–88, doi:10.1111/tra.12456. 

36.  Longair, M.H.; Baker, D.A.; Armstrong, J.D. Simple Neurite Tracer: Open source software for reconstruction, visualization and 

analysis of neuronal processes. Bioinformatics 2011, 27, 2453–2454, doi:10.1093/bioinformatics/btr390. 

37.  Pool, M.; Thiemann, J.; Bar‐Or, A.; Fournier, A.E. NeuriteTracer: A novel ImageJ plugin for automated quantification of neurite 

outgrowth. J. Neurosci. Methods 2008, 168, 134–139, doi:10.1016/j.jneumeth.2007.08.029. 

38.  Tantama, M.; Martinez‐Francois, J.R.; Mongeon, R.; Yellen, G. Imaging energy status in live cells with a fluorescent biosensor 

of the intracellular ATP‐to‐ADP ratio. Nat. Commun. 2013, 4, 2550, doi:10.1038/ncomms3550. 

39.  Berg,  J.; Hung, Y.P.; Yellen, G. A genetically encoded  fluorescent reporter of ATP:ADP ratio. Nat. Methods 2009, 6, 161–166, 

doi:10.1038/nmeth.1288. 

40.  Vaarmann, A.; Mandel, M.; Zeb, A.; Wareski, P.; Liiv,  J.; Kuum, M.; Antsov, E.; Liiv, M.; Cagalinec, M.; Choubey, V.; et al. 

Mitochondrial biogenesis is required for axonal growth. Development 2016, 143, 1981–1992, doi:10.1242/dev.128926. 

41.  Reid, A.B.; Kurten, R.C.; McCullough, S.S.; Brock, R.W.; Hinson, J.A. Mechanisms of acetaminophen‐induced hepatotoxicity: 

Role of oxidative stress and mitochondrial permeability transition in freshly isolated mouse hepatocytes. J. Pharmacol. Exp. Ther. 

2005, 312, 509–516, doi:10.1124/jpet.104.075945. 

42.  Park, H.A.; Khanna, S.; Rink, C.; Gnyawali, S.; Roy, S.; Sen, C.K. Glutathione disulfide induces neural cell death via a 12‐lipox‐

ygenase pathway. Cell Death Differ. 2009, 16, 1167–1179, doi:10.1038/cdd.2009.37. 

43.  Xu, B.; Chen, S.; Luo, Y.; Chen, Z.; Liu, L.; Zhou, H.; Chen, W.; Shen, T.; Han, X.; Chen, L.; et al. Calcium signaling is involved 

in cadmium‐induced neuronal apoptosis via  induction of reactive oxygen species and activation of MAPK/mTOR network. 

PLoS ONE 2011, 6, e19052, doi:10.1371/journal.pone.0019052. 

44.  Gundelfinger, E.D.; Reissner, C.; Garner, C.C. Role of Bassoon and Piccolo  in Assembly and Molecular Organization of  the 

Active Zone. Front. Synaptic. Neurosci. 2015, 7, 19, doi:10.3389/fnsyn.2015.00019. 

45.  Park, H.A.; Mnatsakanyan, N.; Broman, K.; Davis, A.U.; May, J.; Licznerski, P.; Crowe‐White, K.M.; Lackey, K.H.; Jonas, E.A. 

Alpha‐Tocotrienol Prevents Oxidative Stress‐Mediated Post‐Translational Cleavage of Bcl‐xL in Primary Hippocampal Neu‐

rons. Int. J. Mol. Sci. 2019, 21, 220, doi:10.3390/ijms21010220. 

46.  Mnatsakanyan, N.; Jonas, E.A. ATP synthase c‐subunit ring as the channel of mitochondrial permeability transition: Regulator 

of metabolism in development and degeneration. J. Mol. Cell Cardiol. 2020, 144, 109–118, doi:10.1016/j.yjmcc.2020.05.013. 

47.  Mnatsakanyan, N.; Llaguno, M.C.; Yang, Y.; Yan, Y.; Weber, J.; Sigworth, F.J.; Jonas, E.A. A mitochondrial megachannel resides 

in monomeric F1FO ATP synthase. Nat. Commun. 2019, 10, 5823, doi:10.1038/s41467‐019‐13766‐2. 

48.  Alavian, K.N.; Beutner, G.; Lazrove, E.; Sacchetti, S.; Park, H.A.; Licznerski, P.; Li, H.; Nabili, P.; Hockensmith, K.; Graham, M.; 

et al. An uncoupling channel within the c‐subunit ring of the F1FO ATP synthase is the mitochondrial permeability transition 

pore. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2014, 111, 10580–10585, doi:10.1073/pnas.1401591111. 

49.  Schmidt, H.; Carter, A.P. Review:  Structure  and mechanism  of  the dynein motor ATPase. Biopolymers  2016,  105,  557–567, 

doi:10.1002/bip.22856. 

50.  Gilbert, S.P.; Webb, M.R.; Brune, M.; Johnson, K.A. Pathway of processive ATP hydrolysis by kinesin. Nature 1995, 373, 671–

676, doi:10.1038/373671a0. 

51.  Takahashi, Y.; Edamatsu, M.; Toyoshima, Y.Y. Multiple ATP‐hydrolyzing sites that potentially function in cytoplasmic dynein. 

Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2004, 101, 12865–12869, doi:10.1073/pnas.0403429101. 



Biology 2021, 10, 772  14  of  14 
 

 

52.  Chipuk,  J.E.; Moldoveanu, T.; Llambi, F.; Parsons, M.J.; Green, D.R. The BCL‐2  family reunion. Mol. Cell 2010, 37, 299–310, 

doi:10.1016/j.molcel.2010.01.025. 

53.  Liu, X.; Dai, S.; Zhu, Y.; Marrack, P.; Kappler, J.W. The structure of a Bcl‐xL/Bim fragment complex: Implications for Bim func‐

tion. Immunity 2003, 19, 341–352. 

54.  Puthalakath, H.; Huang, D.C.; OʹReilly, L.A.; King, S.M.; Strasser, A. The proapoptotic activity of the Bcl‐2 family member Bim 

is regulated by interaction with the dynein motor complex. Mol. Cell 1999, 3, 287–296. 

55.  Cory,  S.; Adams,  J.M.  The  Bcl2  family:  Regulators  of  the  cellular  life‐or‐death  switch. Nat.  Rev.  Cancer  2002,  2,  647–656, 

doi:10.1038/nrc883. 

 


