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Abstract 
This  body  of  work  describes  a  novel  methodology  for  discovering  and  developing  new 

cancer drugs based on  therapeutic monoclonal antibodies.   Such antibodies generally contain  two 

sites where  they bind  to  their  target, but  interesting  improvements are often observed when  the 

valence (number of target‐binding sites)  is  increased above two.   The methodology outlined  in this 

dissertation  involves  using  liposomes  to  prepare  multivalent  antibody‐lipid  nanoparticle 

formulations of different valence that can be utilized for preclinical drug development.   

As  a proof‐of‐concept, we  applied  the methodology  to  rituximab,  a  therapeutic  antibody 

used  to  treat  lymphomas and  leukemias.   For  the  same dose of  rituximab, multivalent  rituximab‐

lipid nanoparticles with valences up to ~250 showed significantly elevated anticancer activity from 

enhanced complement‐dependent cytotoxicity, antibody‐dependent cell‐mediated cytotoxicity, and 

direct  induction of apoptosis.   A valence‐dependent  improvement  in apoptosis  in  lymphoma cells 

was  observed  up  to  levels  that  were  21‐fold  higher  than  those  observed  after  treatment  with 

bivalent rituximab. 

We subsequently employed the different valences of multivalent rituximab to investigate its 

poorly  defined  direct  mechanism  of  action.    We  uncovered  a  novel  mechanism  consisting  of 

upregulation and activation of CD120a which led to ensuing apoptosis.  Effector cells of the immune 

system  were  capable  of  hypercrosslinking  rituximab  on  lymphoma  cells  and  reproducing  this 

mechanism,  suggesting  that  it  contributes  to  the  in vivo  cytotoxicity of  regular bivalent  rituximab 

therapy. 

The methodology described  in  this dissertation  can  therefore  serve  to  identify antibodies 

that are more active as multivalent  rather  than bivalent molecules, define  the optimal valence of 

such antibodies, and elucidate the mechanism of action of the new multivalent drugs.  Furthermore, 

we illustrate that this information applies to other types of constructs with similar valences, enabling 

use  of  the  methodology  for  advancing  both  liposomal  and  non‐liposomal  multivalent  antibody 

formulations to preclinical maturity.   

Finally,  this work  suggests  that  every  therapeutic  antibody may  have  a  different  valence 

where  it shows optimal therapeutic activity.   For example, antibodies directed against targets that 

exert therapeutic effects upon clustering may show maximum activity at valences above two. This 

methodology  can easily be applied  to other antibodies  in an effort  to develop  superior  therapies 

against nearly any type of cancer. 
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1  Introduction: Developing novel therapies for treating cancer 

1.1  Overview 

The goal of the work presented in this dissertation is to create new drug technologies for the 

treatment  of  cancer.    It  involves  a  novel  methodology  for  discovering  and  developing  new 

treatments  based  on  therapeutic monoclonal  antibodies  (Abs),  a  class  of  drugs  that  hold  great 

promise  in  cancer  treatment1,  2.    The methodology makes  use  of  a  drug  formulation  based  on 

liposomes,  a  type of  lipid nanoparticle  (LNP)  that normally  serves  to  enhance  the delivery of  an 

encapsulated chemotherapeutic drug to the site of disease and therefore increase its efficacy3.  One 

common  way  to  further  improve  this  favorable  targeting  effect  is  by  attaching  tumor‐specific 

proteins or peptides to the liposome surface4‐6.  We generated such Ab‐LNP constructs by attaching 

several copies of the therapeutic Abs rituximab (Rtx) or trastuzumab (Trz) to the exterior surface of 

the liposome, with the exception that the liposome interior was devoid of chemotherapy.  Strikingly, 

these Ab‐LNPs exhibited much higher efficacy in vitro and in vivo than Ab or bare liposomes alone7. 

Given  the  absence  of  encapsulated  drug,  the mechanism  by  which  Ab‐LNPs  exert  their 

effects is distinct from the changes in drug pharmacokinetics and biodistribution normally attributed 

to  liposomal formulations3, 8.   Because of this entirely abnormal behavior, the mechanism of action 

of  these  promising Ab‐LNP  constructs was  completely  elusive,  but  the mechanism  of  action  is  a 

critical element for further preclinical and clinical development of such drug technologies.  The work 

presented  in  this  dissertation  began with  efforts  to  uncover  the  unique mechanism  of  action  of 

these  constructs.    The  outcomes were  not  only  the  uncovering  of  a  novel mechanism  of  action 

explaining  the  enhanced  efficacy  of  Rtx‐LNPs  and  Rtx  itself,  but  also  the  creation  of  a  novel 

methodology  with  clear  potential  in  the  pharmaceutical  industry  for  discovering,  studying,  and 

developing new cancer treatments based on therapeutic monoclonal Abs.   
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1.2  Liposomal formulations 

1.2.1  Liposomes in cancer treatment 

Liposomes are nanometer‐scale particles made up of one or more hydrophobic lipid bilayers 

that  enclose  an  internal  aqueous  compartment.    There  are  currently  four  approved  liposomal 

formulations for the treatment of cancer, and at  least 14  in Phase  I clinical trials or  later stages of 

development9.    In  cancer  treatment,  liposomes  are  traditionally  used  as  drug  delivery  vehicles, 

where  a  chemotherapeutic  agent  is  encapsulated  within  the  liposome  and  the  drug‐liposome 

complex accumulates at the tumor site8.  The main mechanism by which this occurs is the enhanced 

permeability and retention effect, also referred to as passive targeting.  It results from the passage 

of  liposomes  through  tumor  vasculature,  which  unlike  normal  vasculature,  is  permeable  to 

liposomes  and  macromolecules.    Because  tumors  exhibit  poor  lymphatic  drainage,  liposomes 

subsequently accumulate at the site of the tumor10.  Compared to administration of the same dose 

of  free drug,  concentrations of drug at  the  tumor  site  can be 10‐fold or higher3.   Such enhanced 

delivery to target cell populations at the site of disease, without an associated increase in toxicity, is 

instrumental in achieving therapeutic improvement of the encapsulated drug8. 

As a method to further refine the specificity of targeting, the attachment of target‐specific 

proteins or peptides to the drug carrier surface has received considerable attention4‐6.   This results 

in active targeting of the liposome and its contents to the tumor site.  The targeting protein is most 

commonly a  tumor‐specific Ab, and such constructs are therefore termed  immunoliposomes.   Abs 

are selected on the basis of their ability to bind to target molecules at the disease site; when these 

Abs are coupled to  liposomes containing chemotherapy,  liposome targeting  is regularly enhanced6, 

11,  12.    It  has  been  shown,  however,  that  the  chemical modification  of  the  protein  required  for 

conjugation  to  liposomes  impairs  the  function of  the Ab13‐15.   With  the advent of monoclonal Abs 

such  as  Rtx  and  Trz  (Section  1.3),  the  targeting  Ab  itself  can  exhibit  a  therapeutic  response  in 
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addition to encapsulated drug (Section 1.3).   Surprisingly, previous work from our  laboratory using 

“empty immunoliposomes” containing a therapeutic Ab (rather than simply a targeting Ab) indicated 

that  coupling  the  Ab  to  the  liposome  actually  benefited  its  therapeutic  activity7.    These  special 

constructs have been termed Ab‐LNPs.  

1.2.2  What are AbLNPs? 

Ab‐LNPs consist of many therapeutic Ab molecules tethered to the outer surface of a small 

unilamellar vesicle (SUV), creating a construct with a diameter of approximately 130 nm.  An SUV is a 

type of liposome that contains one lipid bilayer surrounding an aqueous interior, and in the current 

application,  the bilayer  contains  a mixture of phospholipids,  cholesterol  (Chol),  and polyethylene 

glycol  (PEG)  (see Section 2.3.2 and Chapter 3  for more detail)16, 17.   The PEG  serves  specifically  to 

block the binding of plasma proteins to the Ab‐LNPs; in the absence of PEG, such binding results in 

uptake by the reticuloendothelial system and results in significantly decreased circulation lifetime of 

the formulation18, 19.       

Ab‐LNPs employ liposomes strictly as scaffolds to bridge many Ab molecules together, which 

is distinct from the traditional use of  liposomes, which actively or passively target an encapsulated 

drug.    In  fact,  due  to  the  lack  of  encapsulated  drug,  the  advantages  normally  associated  with 

liposomal  formulations  discussed  in  Section  1.2.1  (improvements  in  pharmacokinetics  and 

biodistribution of an encapsulated drug) are not applicable to Ab‐LNPs3, 8.  In order to emphasize this 

distinction  in  liposome  function and mechanism of action,  the  term  “Ab‐LNP”  is employed  rather 

than other terms such as “liposomal antibody” or “empty immunoliposome.”   

Previous  studies  from  our  laboratory made  use  of  Ab‐LNPs  prepared with  two  different 

therapeutic Abs, Rtx and Trz7.  As shown in Figure 1.1, these studies demonstrated that even though 

cells were given the same dose of Rtx or Trz, the Abs exhibited significantly higher activities against 

different cancer cell lines when the Abs were attached to the liposome as Ab‐LNPs.  
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Figure 1.1  Ab‐LNPs exhibit enhanced therapeutic responses in vitro compared to equal doses of Ab†. 

(A & B) Two different  lymphoma cell  lines  (Ramos and Z138) were treated  for 3 days with Rtx  (white columns), Rtx‐LNP 

(gray columns), or Rtx and a crosslinking secondary Ab  (2oAb)  (black columns).    (C & D) Two different breast cancer cell 

lines (LCC6ErbB2 and MCF7ErbB2) were treated for 5 days with Trz (white columns) or Trz‐LNP (gray columns) in the presence 

of heregulin.    “Fraction affected” was  calculated by determining  the  fraction of  remaining viable  cells using  the 3‐(4,5‐

dimethylthiazol‐2‐yl)‐2,5‐diphenyltetrazolium bromide assay, and subtracting this value from 1.   Columns: mean of three 

independent experiments; bars: standard error; *p < 0.05, #p < 0.05, compared with the free Ab treatment. 

 

The  in vivo efficacy and pharmacokinetics of Trz‐LNPs were also examined  to determine  if 

these favorable effects were observed in vivo.  As shown in Figure 1.2, the in vivo efficacy of Trz‐LNP 

was shown to be significantly higher  than that of Trz.   The pharmacokinetics of Trz‐LNP were also 

studied and compared to those of Trz; as shown in Table 1.1, Trz‐LNP exhibited significantly elevated 

Trz plasma  levels after 24 h  compared  to  free Trz, as well as enhanced  tumor  localization of Trz, 

explaining the increased efficacy that was observed7. 

                                                            

†Adapted and reprinted by permission from the American Association for Cancer Research: Chiu, G.N.C. et 
al.,  Modulation  of  Cancer  Cell  Survival  Pathways  Using  Multivalent  Liposomal  Therapeutic  Antibody 
Constructs, Molecular Cancer Therapeutics, 2007, vol. 6(3), 844–55. 

 A                 Ramos                           B                   Z138  

 C                LCC6ErbB2                         D                 MCF7ErbB2  
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Figure 1.2  Trz‐LNP exhibits improved in vivo efficacy in an LCC6ErbB2 breast cancer model compared to Trz†. 

(A) In vivo efficacy of Trz‐LNP in the LCC6ErbB2 breast cancer model.  Trz‐LNP was administered at 0.25 mg/kg (), 0.5 mg/kg 

(), and 1 mg/kg () IV twice weekly for 5 weeks starting on day 18 after inoculation of tumor cells.  Ab‐LNP containing 

an irrelevant Ab () was administered at 1 mg/kg according to the same dosing schedule, and saline () was used as the 

vehicle control.  (B) Fold‐change in tumor volume after 5 weeks of various treatments (controls and Trz‐LNP) according to 

the same dosing schedule.  Controls: a, saline; b, irrelevant Ab; c, Trz (1.0 mg/kg); d, irrelevant Ab‐LNP; e, bare liposomes.  

*p < 0.05 compared with Trz.   Data represent means obtained  from using six mice  in each study group.   Bars: standard 

error.   

 

 

This was  the  first  report describing enhanced activity of drugs attached  to  the outside of 

liposomes, where the liposomes serve a purely structural role.  These studies therefore established 

that Ab‐LNPs exhibited novel  therapeutic activity  that could not be explained by passive or active 

targeting of an encapsulated drug, so  the  improvements  in Ab efficacy resulted  from an unknown 

mechanism of action  that  remained elusive.   The complications  in understanding  this mechanistic 

puzzle  were  due,  wholly  or  in  part,  to  the  fact  that  the  mechanisms  of  the  therapeutic  Abs 

themselves are not clearly delineated. 

 

 

A B

Controls         Trz‐LNP dose 

(mg/kg)

0.
25

0.
50 1.
0a b c d e

0.
25

0.
50 1.
0a b c d e

0.
25

0.
50 1.
0a b c d e

0.
25

0.
50 1.
0a b c d e
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Table 1.1  Pharmacokinetic variables and tumor localization of Trz‐LNP†. 

Pharmacokinetic comparison
a: 

 
Trz  Trz‐LNP 

Plasma levels at 24 h (μg/mL)  2.91 ± 0.13  27.7 ± 1.3 

AUC0‐24 h (μg ∙ h ∙ mL−1)b  88.7  883 

Total body clearance (mL ∙ h‐1)  4.04  0.386 

Volume of distribution at steady state (mL)  277  29.7 

MRTlast (h)
 

9.64  10.3 

Tumor localizationa: 
 

Control liposome  Trz‐LNP 

% Injected dose/g tumor at 24 h 3.84 ± 2.4  13.9 ± 3.4 

 
 
Abbreviations:  AUC0‐24 h: Area under the curve from time of dosing (t = 0 h) up to the last measured plasma concentration 
(t = 24 h); MRTlast: Mean residence time, calculated using values up to the last measured plasma concentration (t = 24 h). 
a For plasma elimination studies, 12 animals were used for each study group, with four animals used for each time point of 
blood collection (at 1, 4, and 24 h). For tumor localization study, four animals were used for each study group, and tumors 
were harvested at 24 h.  
b Noncompartmental analysis based on the  linear trapezoidal rule was done using the software WinNonlin version 1.5 to 
estimate the values of various pharmacokinetic variables. 

 

1.3  Therapeutic monoclonal Abs 

Therapeutic monoclonal Abs are a class of drugs that hold great promise in cancer treatment 

due to their ability to target and kill cancer cells while leaving healthy cells in the body unaffected.  

This  concept  of  using  “magic  bullets”  to  treat  disease  was  proposed  as  early  as  1897  by  Paul 

Ehrlich20.  It was not until 1975, however, that the development of therapeutic Abs as targeted drugs 

became  possible  with  the  invention  of  hybridoma  technology,  allowing  for  the  production  of 

monoclonal  Abs  of  predefined  antigen  specificity21.   Monoclonal  Abs  were  thought  to  be  ideal 

candidates  for  administration  in  humans  because  of  their  specificity  to  a  single  epitope  on  their 

corresponding antigen, but early therapeutic Abs were antigenic  in humans due  to their origins  in 

mice, limiting their clinical potential22, 23.   

Starting  in  the  early  1980s,  protein  engineering  techniques  allowed  for  replacement  of 

mouse  regions  of  the  Ab molecules  with  corresponding  regions  of  human  origin,  reducing  the 
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mouse‐specific  immunogenic  response when administered  in humans.   Chimeric Abs  refer  to Abs 

with  antigen‐binding  regions  coded  by  genes  of mouse  origin  and  constant  regions  from  human 

genes.  Humanized Abs refer to a genetically engineered mouse Ab where the protein sequence has 

been modified  to  increase  the  similarity of  the Ab  to human Abs22, 23.    Subsequent  technological 

advances have allowed fully human therapeutic Abs to also be produced24‐26.   

The first monoclonal Ab to be approved for use  in oncology was Rtx  in 199727, 28, and over 

the past decade, the market for therapeutic monoclonal Abs has grown exponentially29‐31.  Over 30 

Abs  and  their  derivatives  have  been  approved  for  use  in  various  indications,  including  10  in 

oncology, and there are hundreds in the late stages of preclinical and clinical development31.  Table 

1.2 shows a selection of therapeutic monoclonal Abs that are currently approved for use in treating 

cancer, or at late stages of clinical trials.   

 

Table 1.2  Selected therapeutic monoclonal Abs approved or under development in oncology. 

 
Generic name  Trade name  Target  Ab format  Cancer indication  Status  Refs. 

Rituximab (Rtx)  Rituxan/Mabthera  CD20  Chimeric IgG1  NHL  Approved  27, 28 

Trastuzumab (Trz)  Herceptin  ErbB2  Humanized IgG1  Breast  Approved  32, 33 

Alemtuzumab  Campath/MabCampath CD52  Humanized IgG1  CLL  Approved  34 

Cetuximab  Erbitux  EGFR  Chimeric IgG1  Colorectal  Approved  35 

Bevacizumab  Avastin  VEGFA Humanized IgG1  Colorectal, breast, lung  Approved  36 

Panitumumab  Vectibix  EGFR  Human IgG2  Colorectal  Approved  24 

Ofatumumab  Arzerra  CD20  Human IgG1  CLL  Approved  25, 37 

Pertuzumab (Prz)  Omnitarg  ErbB2  Humanized IgG1  Breast, ovarian  Phase III  38, 39 

Veltuzumab  N/A   CD20  Humanized IgG1  NHL, CLL  Phase III  40, 41 

 
Abbreviations:  CLL: Chronic lymphocytic leukemia; N/A: Not applicable; NHL: Non‐Hodgkin lymphoma. 

 

Even though in humans there are five classes of immunoglobulin (IgM, IgD, IgG, IgA, and IgE) 

as well as four  IgG subclasses  (IgG1,  IgG2,  IgG3, and  IgG4), by far most therapeutic Abs are of the 

IgG1  subtype  (Table 1.2).   This  is because  IgG1 exhibits a  long half‐life  in blood  (~21 days) and  it 

elicits more  favorable  indirect mechanisms of action  (see Sections 1.4.1 & 1.4.2) compared  to  the 
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other  Ig  classes and  subclasses42.   Cancer patients  treated with  therapeutic Abs  typically need  to 

receive weekly doses of  several hundred milligrams over  several months  to maintain an effective 

serum concentration of over 10 μg/mL43.   The 150 kDa Y‐shaped structure of  IgGs can be divided 

into two distinct functional units: the fragment of antigen binding (Fab; the v‐shaped upper part of 

the molecule) and the constant fragment (Fc), which are connected at a site called the hinge region.  

The Fab region contains two identical sites where the Ab (drug) binds its antigen (target), while the 

Fc region interacts with specific effector cells of the immune system1.  The Fab and Fc regions each 

are responsible for different mechanisms of action of therapeutic Abs, as described in Section 1.4.  

1.3.1  Rituximab and CD20 

Rtx  is  often  heralded  as  a  “blockbuster”  Ab  given  its widespread  success  in  significantly 

improving  the  survival  statistics  for  B‐cell  non‐Hodgkin  lymphomas  (NHLs),  as  well  as  other 

malignancies  such  as  chronic  lymphocytic  leukemia  (CLL)  and  autoimmune  disorders  such  as 

rheumatoid arthritis31, 44.   As opposed to more recently developed Abs, which are often humanized 

or  fully human molecules, Rtx  is a  chimeric Ab  containing a murine variable  region attached  to a 

human IgG1 constant region.   

The target of Rtx is CD20, a 33 to 37 kD membrane‐associated phosphoprotein that is highly 

expressed on all normal and most malignant B cells, but not other cells  in  the body, making  it an 

attractive target for B cell‐based therapy.   CD20  is not detected on embryonic stem or pro‐B cells, 

but is expressed on the surface of mature B cells; expression ceases upon differentiation into plasma 

cells.   The protein spans the plasma membrane four times and there  is some evidence that  it may 

function in calcium entry45, 46.  It has been shown to form tetramers which associate with the B cell 

antigen receptor in unstimulated cells, and upon antigen binding, CD20 is released and it associates 

transiently with phosphoproteins and calmodulin‐binding proteins, which regulate calcium entry47.  
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Most  anti‐CD20  therapeutic  Abs  do  not  internalize  upon  binding  to  CD2040.    Despite  its  proven 

success as a target for Ab therapy, the precise function of CD20 is still elusive.  

1.4  The mechanisms of action of therapeutic monoclonal Abs 

In general,  the precise mechanisms of action of  therapeutic Abs are not completely clear, 

and they vary from Ab to Ab.  The activity of a given therapeutic Ab is commonly viewed as resulting 

from a combination of  indirect and direct effects that occur after the Ab binds to  its target44.   The 

indirect  and  direct  mechanisms  are  mediated  by  the  Fc  and  Fab  regions  of  the  Ab  molecule, 

respectively.   

The indirect mechanisms are related to the action of the immune system on target cells that 

are  coated with  therapeutic  Ab.    They  involve  the  interaction  of  specific  cell‐surface  or  plasma 

proteins with the Fc region of the therapeutic Ab molecule; since the Fc region is common to most 

therapeutic Abs, it is not surprising that the indirect mechanisms are common to all therapeutic Abs.  

Specifically,  the  two  indirect mechanisms are known as complement‐dependent cytotoxicity  (CDC; 

Section 1.4.1)  and Ab‐dependent  cell‐mediated  cytotoxicity  (ADCC;  Section  1.4.2).    The  Fc  region 

possesses  interaction  sites  for  ligands  which  can  induce  effector  functions,  including  three 

structurally  homologous  cellular  IgG  Fc  receptor  types  (FcγRI,  FcγRII,  FcγRIII)  as well  as  the  C1q 

component  of  the  complement48.    Even  though  every  therapeutic  Ab  elicits  CDC  and  ADCC,  the 

relative contributions of the two mechanisms vary from one Ab to the next44, 49, 50.   

As opposed to the Fc region‐mediated indirect mechanisms, the direct mechanism of action 

of a  therapeutic Ab  results  from  the physical  interaction of  its  two  identical Fab  regions with  the 

target on the cell surface48 (Section 1.4.3).  The direct mechanism is therefore Ab‐specific, and highly 

variable  between  different  Abs;  for  example,  the  direct  mechanism  of  action  can  result  in 

therapeutic effects such as growth inhibition, chemosensitization, or induction of apoptosis51.  
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1.4.1  Complementdependent cytotoxicity 

As part of the  innate  immune system, complement  is one of the main mechanisms of Ab‐

mediated immunity and is responsible for protecting the host from attack by intruding pathogens.  It 

was first identified as a serum component that “complemented” Abs in order to kill bacteria, but we 

now know today that it consists of more than 30 proteins found in the plasma and on the surfaces of 

cells52,  53.    Activation  of  complement  occurs  after  distinct  events  that  trigger  different  protease 

cascades known as  the classical, mannose‐binding  lectin, and alternative pathways.   For example, 

the classical pathway is activated by the binding of the complement protein C1q to the Fc region of 

the Ab on the surface of an invading pathogen or on a cancer cell coated with therapeutic Ab.  The 

final result of all  three complement pathways  is  the assembly of a 5–10 nm diameter membrane‐

attack complex on the foreign cell, which causes cell death by disrupting the plasma membrane53, 54.  

Complement  is  finely regulated so  that  it  is activated on  foreign Ab‐coated cells  (resulting  in their 

elimination) but not on normal cells52. 

For  the  induction  of  strong  CDC  activity  during  monoclonal  Ab  therapy,  relatively  high 

expression of target antigen is required in order to attain sufficiently high Ab levels on the tumor‐cell 

surface to initiate CDC.  It is also clear that higher amounts of bound C1q to the Fc region of the Ab 

correlate with elevated levels of CDC43, 54.  Moreover, given the importance of CDC in the mechanism 

of action of  therapeutic Abs,  several  strategies have been employed  to enhance CDC  in new Abs 

under  development,  such  as  amino  acid  mutations  that  enhance  CDC  through  improved  C1q 

binding55, 56.    Another  strategy  involves  shuffling  IgG1  and  IgG3  sequences within  a  heavy  chain 

constant  region, since  IgG3 exhibits superior CDC compared  to  the other  IgG  isotypes, while  IgG1 

exhibits  higher  ADCC,  the  other  principal  indirect mechanism  of  action57.    A  discussion  of  CDC 

relating specifically to Rtx is provided in Section 2.2.1. 
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1.4.2  Abdependent cellmediated cytotoxicity 

ADCC  results  from  the  interaction  between  effector  cells  of  the  immune  system  and  a 

foreign cell coated with Ab.  Effector cells contain IgG Fc receptors (FcγRs) that bind to the Fc region 

of IgG molecules, and they consist of macrophages, natural killer (NK) cells, granulocytes, and other 

types  of  leukocytes43, 58.    FcγRs  can  be  classified  as  activating  or  inhibitory;  for  example,  FcγRIa, 

FcγRIIa,  FcγRIIc and  FcγRIIIa, are activating  receptors, while  FcγRIIb  is an  inhibitory  receptor.   NK 

cells  and  granulocytes  contain  only  activating  FcγRs,  and  are  therefore  better  inducers  of  ADCC 

compared to macrophages, which contain both activating and  inhibitory FcγRs54.   When activating 

FcγRs  on  effector  cells  are  crosslinked  by  IgG  bound  to  its  target,  activation  of  the  effector  cell 

occurs  and  results  in phagocytosis of  the  target  cell or  cell  lysis  through  the  release of  cytotoxic 

granules by the effector cell43, 54, 58. 

When studied in vitro, ADCC resulting from therapeutic Ab treatment can be achieved at Ab 

concentrations below 10 ng/mL, which  is  several orders of magnitude  lower  than  the  required  in 

vivo  serum  concentrations  mentioned  in  Section  1.3  (ref.  43).    This  discrepancy  results  from 

competition between endogenous human serum  IgG and therapeutic Abs for binding to activating 

FcγR on effector cells (such as FcγRIIIa on NK cells), which leads to the requirement of a significant 

amount of drug, contributing to the very high costs associated with such therapies58.   

Different Abs against the same target show variable  levels of ADCC, and the magnitude of 

induced ADCC does not correlate with the density of the target on the cell surface, underscoring the 

complexity of  this mechanism of action59.   Since  increased ADCC has been shown  to enhance  the 

efficacy of therapeutic Abs, strategies for  improving ADCC activity occupy an  important role  in the 

development of the next generation of therapeutic Abs58.   Some approaches  include modifications 

of glycosylation of the Ab that result in enhanced ADCC58, 60, 61 as well as amino acid mutations that 

result in enhanced binding to FcγRIIIa62‐64.    Properties relating to the ability of Rtx to induce ADCC 

are described in further detail in Section 2.2.2.    
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1.4.3  Direct mechanisms of action of Rtx and other therapeutic Abs 

Because  the  direct mechanism  of  a  therapeutic Ab  is  highly Ab‐specific,  it  depends  on  a 

multitude of factors.  These include the molecular biology of the target, the nature of the interaction 

between Ab and target, and the specific characteristics of the target cell, such as mutation status, 

target  expression  levels,  and  expression of proteins  that  regulate  activation of  the  target51.    The 

direct mechanisms of therapeutic Abs are therefore far less well‐defined and more variable than the 

indirect ones, even when  looking at direct mechanisms of different Abs directed against the same 

target.   

One such example  is  two  therapeutic Abs used  in  the  treatment of breast cancer, Trz and 

pertuzumab (Prz)32, 65.  Both of these Abs are directed against ErbB2 (also known as Her2 or EGFR2), 

which  is overexpressed  in 15‐30% of  invasive breast  carcinomas,  and which  is predictive of poor 

prognosis66.   The ErbB  family  includes  four  receptor  tyrosine kinases with a common extracellular 

ligand‐binding  domain.   Upon  ligand  binding,  various  homodimers  and  heterodimers  are  formed 

among  the  four  family members,  resulting  in  the activation of  intracellular pathways  that control 

survival and cell cycle progression.   Dysregulation of  this kinase pathway,  resulting  in constitutive 

activation, has been shown to regulate tumor growth in a variety of cancers67.   

Trz  acts  by  binding  to  the  extracellular  juxtamembrane  domain  of  ErbB2.    This  causes 

dimerization of ErbB2 and  subsequent  internalization and downmodulation of  the protein on  the 

tumor  surface.    Downstream  signaling  from  ErbB2  overexpression  therefore  ceases,  resulting 

disruption of cell‐cycle progression and inhibition of the growth of metastases68‐70.  Prz, on the other 

hand, binds to an epitope on the extracellular domain of ErbB2 that sterically inhibits the ability of 

ErbB2 to form ligand‐activated dimer complexes.  This does not result in downmodulation like with 

Trz, but instead it causes inhibition of ErbB signaling by disrupting the vast array of different ligand‐

dependent receptor combinations that exist in the ErbB kinase pathway71. 
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Because of  the differences  in direct mechanisms of action, Trz  requires overexpression of 

ErbB2 on the cell surface in order to have therapeutic activity, and it shows low activity when ErbB2 

is not overexpressed.   Prz, however,  is highly effective at  inhibiting  tumor growth when ErbB2  is 

overexpressed or when ErbB2 expression is low71.  Moreover, the two Abs together have also been 

shown  to  show  synergistic effects  against breast  cancer  cells  in  vitro72  and  against  in  vivo breast 

cancer  xenografts73, and  the  combination exhibited  favorable  response  rates  in patients who had 

progressed following previous Trz therapy38. 

The direct mechanism of action of Rtx involves a different mechanism: it is known to consist 

of  induction of apoptosis  in  target cells.   Generally,  in  the absence of ADCC and CDC  in vitro, Rtx 

exhibits low levels of cytotoxicity in neoplastic cells unless it is crosslinked with a reagent such as an 

anti‐human‐IgG secondary Ab (2oAb).   This has been demonstrated with established cell  lines7, 74, 75 

as well as primary cells76.  This direct effect is generally thought to result from clustering of CD20 in 

the plasma membrane, and since  it has been shown to occur  in the absence of ADCC or CDC, the 

direct mechanism also plays a role in the overall mechanism of action of Rtx.   

It has been postulated that in vivo, such a direct mechanism may occur as a result of FcγR‐

mediated hypercrosslinking of Rtx by NK cells and other effector cells, since it is known that Rtx and 

other therapeutic Abs mediate FcγR crosslinking in the induction of ADCC43, 54, 58.  Such direct effects 

may be responsible for a substantial proportion of the cytotoxic effects of Rtx therapy, although this 

has not been definitively shown77.  Moreover, a direct mechanistic link between Rtx crosslinking and 

apoptosis has not been established, so it is not understood how crosslinking can result in apoptosis.  

The crosslinking of therapeutic Abs is further discussed in Section 1.6. 

Taken together, the complex nature of the mechanism of action of therapeutic Abs makes it 

difficult  to define  features of  specific Abs  that, upon modulation, would  increase or decrease  the 

efficacy of the Ab.  Several strategies for improving the activity of therapeutic Abs by increasing CDC 
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or ADCC were mentioned above, and equivalent strategies can also be employed for enhancing the 

Ab‐specific direct mechanisms of action.    In  the case of Abs  such as Rtx whose direct mechanism 

consists of induction of apoptosis, methods to enhance levels of apoptosis would have clear benefit 

in improving these drugs.   

1.5  Apoptosis as a target in cancer therapy 

Evasion of apoptosis is one of the hallmarks of cancer78, and a large and promising focus in 

cancer  research  involves  inducing apoptosis  specifically  in cancer cells but not  in normal cells79‐82.  

Apoptosis  is  the  process  of  programmed  cell  death,  and  is  conserved  across  all metazoans;  it  is 

necessary  under  normal  physiological  conditions  at  all  stages  of  life.    During  embryonic 

development,  apoptosis  is  essential  for organogenesis  and  the  formation of multicellular  tissues, 

where  it  ensures  the  proper  balance  of  each  differentiated  cell  lineage,  and  in  adult  organisms, 

apoptosis maintains normal cellular homeostasis83.   

In multicellular organisms, the total number of cells is a balance between new cells created 

through  mitosis  and  cells  that  die  through  apoptosis80.    Different  studies  have  shown  that 

disruptions  in  this  balance  due  to  altered  apoptotic  signaling  can  be  primary  pathogenic  events 

resulting  in disease. Accelerated  cell death  is evident  in acute and chronic degenerative diseases, 

immunodeficiency,  and  infertility,  while  insufficient  apoptosis  can manifest  as  autoimmunity  or 

cancer80, 83.   

Apoptosis  can  be  contrasted  to  necrosis,  which  is  traumatic  cell  death  following  acute 

cellular  injury  such as  rupture of  the plasma membrane, and which may  lead  to an  inflammatory 

response.  Apoptosis, on the other hand, is a controlled process that leads to characteristic changes 

in biochemistry and morphology before death.  Morphological changes include condensation of the 

chromatin and DNA  fragmentation,  reduction of  cell  volume,  cytoskeletal  rearrangement, plasma 

membrane blebbing, and eventual  formation of  small vesicles known as apoptotic bodies.   These 
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apoptotic bodies are rapidly phagocytosed by macrophages so the dead cell is removed without any 

inflammatory response81.   

One early biochemical change in apoptosis is the loss of plasma membrane lipid asymmetry.  

This  results  in  the  exposure of  phosphatidylserine  in  the outer  leaflet of  the plasma membrane, 

which under normal conditions is present almost exclusively in the inner leaflet84.  The appearance 

of phosphatidylserine in the extracellular leaflet can be used to identify cells in early apoptosis using 

fluorescently‐labeled conjugates of Annexin‐V, a protein that interacts strongly and specifically with 

phosphatidylserine.  Using appropriate protocols, labeled Annexin‐V conjugates can be employed in 

applications such as flow cytometry and fluorescence microscopy85.   

Apoptosis signaling most often results from activation of the caspases, a family of cysteine 

proteases that also plays a role in inflammation.  To date, 12 human caspases have been discovered, 

and each is activated by cleavage of its procaspase precursor.  Cleavage is often performed by other 

activated caspases, resulting in different proteolytic cascades82, 86, 87.  When a cell receives a stimulus 

to die,  caspase  signaling begins with  the  cleavage of one or more  specific  initiator  caspases;  this 

early  event  corresponds  to  the  loss  of  plasma  membrane  asymmetry  and  appearance  of 

phosphatidylserine  in  the  outer  leaflet  of  the  plasma  membrane84,  85.    Specific  molecular 

mechanisms related to the direct induction of apoptosis by Rtx and Rtx‐LNP are discussed in greater 

detail in Sections 5.2 and 6.2.   

1.6  Multivalent Abs as improved therapies  

1.6.1  Characteristics of multivalent Ab constructs and a definition of valence 

As mentioned in Section 1.4.3, Rtx induces low levels of apoptosis in target cells unless it is 

crosslinked with a 2oAb7, 74‐76.   The  importance of  this mechanism  in vivo was provided by studies 

showing  that cross‐linked Rtx  induced apoptosis  in a dose‐ and  time‐dependent manner  in  freshly 
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isolated clinical samples of B‐CLL cells, in the absence of ADCC and CDC76.  To make use of this effect 

in vivo  is a challenge because clearly, administration of a 2oAb  is not feasible.     A different method 

that has been shown  to  result  in  induction of apoptosis  is  the use of multivalent Rtx constructs75,       

88‐90. 

The  valence  of  a multivalent  ligand  is  defined  as  the  number  of  target‐binding  sites  it 

contains.  For example, normal therapeutic Abs are bivalent molecules because they are IgGs (Table 

1.2), which contain  two  identical sites where  they bind  to  their  target.   Multivalent Ab constructs 

possess valences of three or higher, and consist of two or more Ab molecules and/or Fab fragments 

bound together in a stable configuration.  In general, the valence of a multivalent Ab prepared using 

whole  IgG will be equal  to  twice  the number of  IgG molecules per construct;  for example, an  IgG 

dimer produced by chemically crosslinking two IgG molecules has a valence of four.  Rtx, as well as a 

variety of other Abs, have been shown  in some cases to be more efficacious as multivalent rather 

than bivalent constructs (see Section 1.6.3).   

Multivalent Abs of  low valence  (<10) can be Ab or Ab‐like molecules produced by protein 

engineering and/or recombination techniques89, 91, or can involve coupling Ab or fragments together 

using crosslinking chemistry with or without molecular scaffolds92.  Higher valences can achieved by 

coupling  Abs  to  nanostructures  consisting  of  different  types  of  polymers93,  dendrimers94,  95, 

rotaxanes92, or gold nanoparticles96.  Regardless of the type of construct, multivalent Abs are able to 

crosslink their target in the plasma membrane without the need for a crosslinking 2oAb.  When the 

crosslinking  involves  more  than  two  proteins  being  bridged,  creating  an  extensive  network  of 

crosslinked  target  due  to  the  numerous  binding  sites  on  the  multivalent  Ab,  the  term 

“hypercrosslinking” is employed.   

The  increased  efficacy  of many multivalent  Abs  is  related  to  the  fact  that  they  exhibit 

different properties  compared  to  their bivalent  counterparts.   Conversion of Abs  into multivalent 

formats  has  been  shown  to  result  in  increased  functional  affinity  toward  the  cell‐surface  target, 
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decreased  dissociation  rates,  enhanced  biodistribution,  and  longer  in  vivo  half‐life97,  98.    These 

characteristics provide  the basis  for mechanisms  of  enhancements  (or  inhibitions) of  therapeutic 

activity that are fundamentally different in the multivalent case compared to the bivalent one99.   

1.6.2  Examples of multivalent interactions in biology and their physical basis 

Multivalent interactions are found throughout biology and are necessary for processes such 

as adhesion of viruses or bacteria to the surface of cells, binding of transcription factors to multiple 

sites on DNA, and Abs interacting with macrophages and other immune effector cells through their 

Fc  regions99.    In  nature,  examples  of  biological molecules with  clustered  and  repeated  epitopes 

include  biopolymers  such  as  polysaccharides,  proteoglycans,  filamentous  proteins,  and  DNA100. 

Besides  Abs,  other  types  of  multivalent  ligands  include  carbohydrates,  peptides,  and  small 

molecules, all of which demonstrate enhanced binding affinity to targeted tissue15. 

A multivalent  interaction  consists,  in  theory, of  a  complex  created by  an  initial univalent 

interaction  where  the  local  concentrations  of  the  remaining  free  binding  sites  on  both  species 

become greatly enhanced due to their close proximity15.  Due to this increase in effective ligand and 

target  concentrations,  there  is  a  significantly  higher  probability  that  subsequent  ligand‐target 

interactions will result after the first univalent interaction.  This increased probability translates into 

a higher avidity of the multivalent ligand.  Avidity refers to the association constant of a polyvalent 

interaction,  as  opposed  to  affinity,  which  refers  to  the  association  constant  of  a  univalent 

interaction; avidity is usually greater than the sum of constituent affinities for a multivalent ligand99, 

100. 

Kinetic  studies  have  shown  that  enhanced  avidity  results  from  decreases  in  the  rate  of 

dissociation of the multivalent ligand from its target, rather than increases in the rate of association; 

a greater number of univalent interactions must be broken99.  While some are being broken, others 

continue to  form, resulting  in recapture of the  ligand before the  ligand‐target complex dissociates 
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completely100.  From a molecular point of view, the avidity of a multivalent interaction results from 

the  length  and  flexibility  of  the  linker(s),  the  strength  of  the  noncovalent  forces  involved,  the 

number of binding elements, and the conformational freedom of the multivalent construct101.   On 

top of an enormous diversity of constructs in terms of the materials employed, significant work has 

also been described on the configuration, architecture, and spacing of the target‐binding sites102, 103.   

The  effects  of  multivalency  can  result  in  many  biological  consequences;  for  example, 

multivalent  ligands can be strong  inhibitors, particularly  if they bind to a receptor whose agonistic 

ligand is monovalent; there is significant therapeutic interest in creating such multivalent ligands104.  

Multivalent interactions can also serve to induce specific geometric shapes in the plasma membrane 

such as clathrin‐coated pits99.   They may also play a role  in the grading of biological responses; for 

example, macrophages cannot ingest a pathogen based on recognizing a single Ab Fc region with its 

FcγRs,  but  more  Fc‐FcγR  associations  strengthen  the  interaction  between  pathogen  and 

macrophage, increasing the likelihood that the pathogen will be cleared99.   

Interactions between Fc  regions on antibody‐coated cells with FcγRs  in general constitute 

multivalent interactions; FcγR crosslinking, a multivalent interaction, is required for the initiation of 

ADCC  by  NK  cells  and  other  types  of  effector  cells  (Section  1.4.2).   Moreover,  initiation  of  the 

classical  complement  cascade  requires  a multivalent  interaction;  C1q  is  a  hexavalent  ligand  and 

requires binding to many Fc regions of Ab molecules on the surface of a pathogen or cancer cell in 

order  for  CDC  to  result105, 106  (Section  1.4.1).    In  cell  signaling  processes,  there  are  innumerable 

examples of multivalent ligands that cause receptor activation due to oligomerization.  Clustering of 

the  receptor  results  in  signal amplification because many  receptors become activated by a  single 

ligand, which creates high local concentrations of activated receptor and which also causes exclusion 

of negative modulators107, 108.   For example, tumor necrosis factor α  (TNF‐α), the  ligand to CD120a 

(Tumor  necrosis  factor  receptor  1  (TNFR1)),  is  a  trivalent  ligand  that  is  capable  of  binding  and 

crosslinking  three CD120a molecules;  receptor  clustering  is  required  for  the activation of CD120a 



• 19  

and the subsequent initiation of diverse signaling processes ranging from proliferation to apoptosis 

(see Section 6.2.1).   

Taken together, these descriptions highlight that multivalent  interactions are ubiquitous  in 

nature.  They also illustrate that even though a univalent and multivalent ligand may share the same 

target‐binding site, they exhibit distinct physiochemical and biochemical properties that can result in 

remarkably different biological responses. 

1.6.3  Descriptions of multivalent Abs that exhibit superior efficacies 

Although  all  therapeutic Abs differ  in  terms of  their direct mechanism of  action  (Section 

1.4.3),  the  multimerization  of  many  bivalent  therapeutic  Abs  that  are  approved  or  under 

development  has  been  shown  to  enhance  their  associated  biological  responses7, 74, 89, 109‐113.    For 

example, using two different breast cancer cell  lines, one that responds to Trz and one that  is Trz‐

resistant,  it  was  shown  that  creating  multivalent  Trz  by  coupling  it  to  magnetic  microspheres 

resulted in therapeutic effects in both cell lines including the Trz‐resistant one110.  Another example 

illustrated that multivalent Trz constructs with valences up to four showed significantly higher levels 

of growth  inhibition compared to Trz, and similarly constructed multivalent therapeutic anti‐death 

receptor 5 (DR5) Abs showed equivalent levels of apoptosis to bivalent Ab at doses that were ~100‐

fold lower89. 

Consistent with  the  requirement of crosslinking of Rtx  in order  to  induce apoptosis, many 

many multivalent anti‐CD20 designs have been described,  including  tetravalent Rtx dimers88, Rtx‐

dextran polymers  (valence ~10) and nanoparticles  (NPs) prepared by coupling Rtx to Dynabeads75, 

trivalent and tetravalent Rtx constructs obtained through protein engineering89, Rtx coupled to gold 

nanoparticles96, anti‐CD20 multivalent branched copolymer‐Fab conjugates15, and hexavalent anti‐

CD20 created using  the Dock‐and‐Lock method90.    In general,  the multivalent constructs exhibited 
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superior binding to target cells along with elevated responses  in vitro and  in vivo; these responses 

are described in greater detail in Section 4.2. 

One  type of multivalent Ab not  listed  above  is Ab‐LNPs.    In  fact, before  the experiments 

described in Section 1.2.2 (ref. 7) were carried out, the use of a liposome as a nanoscale scaffold for 

creating a multivalent therapeutic Ab had not been considered.  This may be surprising in light of the 

interest  surrounding  immunoliposomes,  but  the  focus  of  such  work  had  always  been  to  target 

encapsulated  chemotherapy;  the Abs employed  therefore possessed  targeting properties and not 

necessarily  therapeutic activity  (Section 1.2).   Since  the work  in  this dissertation began, only one 

report describing a  similar application of  liposomes has been published; Oliveira et al. describe a 

situation where anti‐EGFR nanobodies coupled to empty liposomes resulted in enhanced anticancer 

activity through downregulation of EGFR114.  The work presented herein shows that Ab‐LNPs provide 

a  convenient,  useful,  and  promising  means  for  the  preclinical  discovery  and  development  of 

liposomal and non‐liposomal therapeutic Abs.   

1.7  Multivalent AbLNPs and the content of this dissertation 

  The work  in  this dissertation makes use of  the  therapeutic Ab Rtx  in order  to prove  the 

concept that Ab‐LNPs are multivalent therapeutic Ab constructs with enhanced activity compared to 

bivalent Ab.  It also sets the groundwork for developing improved multivalent drugs based on other 

therapeutic Abs.   Section 1.2.2  illustrated that the direct mechanism of action of Rtx  (induction of 

apoptosis) is enhanced when cells are treated with equal doses of Rtx‐LNP instead of Rtx.  Chapter 2 

serves to examine how the coupling of Ab to Ab‐LNP affects the indirect mechanisms of action (CDC 

and ADCC), since the improved direct mechanism should not occur at the cost of decreased indirect 

mechanisms.    This  chapter  also  examines  the  in  vivo  efficacy  and  pharmacokinetics  of  Rtx‐LNP.  

Next,  to  study  the  direct  mechanism  of  action  of  Rtx‐LNP,  it  was  necessary  to  prepare  many 

different valences of Rtx‐LNP, but the available methods for coupling Abs to liposomes were found 
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to  be  unsuitable.    Chapter  3  describes  a  superior methodology  that was  developed  for  creating 

numerous  Ab‐LNP  constructs  of  different  valence  from  the  same  Ab.    This methodology  shows 

significant improvements in terms of yield of coupled Ab, time required to produce many valences, 

and reproducibility.   

  Chapter 4 makes use of the new methodology to prepare many different Rtx‐LNP valences in 

order  to  examine  their  novel  physiochemical  and  biological  properties.    These  include  binding 

characteristics as well as  improvements  in their therapeutic activity  in CD20+  lymphoma cells.   This 

chapter establishes a  relationship between  the valence of a multivalent Rtx‐LNP construct and  its 

ability  to  induce apoptosis.   The work  in Chapter 5 employs  the different  valences of Rtx‐LNP  to 

uncover  a  novel  molecular  mechanism  of  action  of  Rtx‐LNP  that  explains  its  ability  to  induce 

apoptosis.    This  is  extended  into  Chapter  6,  where  it  is  shown  that  conditions  involving  the 

interaction of  immune effector cells with  lymphoma cells coated with bivalent Rtx give rise to the 

same mechanism,  suggesting  that  it  is  also  a mechanism  of  action  of  bivalent  Rtx  under  in  vivo 

conditions.  This provides compelling evidence of a defined direct mechanism of action of Rtx, which 

so far has not been described.   

Overall,  this  proof‐of‐concept  serves  to  illustrate  that  the methodology  described  in  this 

dissertation  would  be  invaluable  in  the  development  of multivalent  therapeutic  Abs.    Because 

multivalent Abs show enhanced efficacies over bivalent ones,  it  is possible  that some “discarded” 

Abs under development (due to  low activity as bivalent molecules) may actually show significantly 

improved activity as multivalent Abs.  This methodology can therefore be employed in the context of 

drug discovery to progress promising multivalent therapeutic Ab formulations to an advanced stage 

of preclinical development.   

  

 



• 22  

2  Indirect  mechanisms  and  in  vivo  activity  of  multivalent 

rituximablipid nanoparticles‡ 

2.1  Synopsis 

  Although creating multivalent Ab‐LNPs has been shown to enhance the direct mechanism of 

action  (Section 1.2.2),  the effects on  the  indirect mechanisms of action are unclear.   The  indirect 

mechanisms of therapeutic Abs consist of complement‐dependent cytotoxicity (CDC; Section 1.4.1) 

and  antibody‐dependent  cell‐mediated  cytotoxicity  (ADCC;  Section 1.4.2).   This  chapter examines 

how the  indirect mechanisms of Rtx are affected by creating Rtx‐LNPs, and  it also examines the  in 

vivo efficacy and pharmacokinetics of Rtx‐LNP. 

2.2  Background 

2.2.1  Complementdependent cytotoxicity of Rtx 

Rtx activates the classical complement pathway by binding C1q115,  leading to generation of 

the membrane attack complex and ensuing tumor cell lysis116.  Rtx has been shown to induce CDC in 

many different  lymphoma cell  lines  in vitro115, 117 and Rtx has been shown to be effective only  in a 

mouse model expressing a  full complement system, while  its activity was ablated  in C1q‐deficient 

mice118.    Infusion of Rtx  in CLL patients has also been shown  to deplete complement, and pre‐Rtx 

complement  levels  do  not  return  until  several  weeks  after  completion  of  therapy119.    The 

complement cascade leading to CDC is regulated by proteins on the lymphoma cell surface such as 

CD55 and CD59.   Blocking CD55 and/or CD59 has been shown to  increase  levels of CDC  in NHL cell 

                                                            

‡ A  version  of  Chapter  2  has  been  published16.    Adapted  and  reprinted  by  permission  from  Future 
Medicine Ltd. 
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lines  and  primary  cells  treated  with  Rtx,  indicating  that  these  two  proteins  function  in  the 

mechanism of action of Rtx as important regulators of CDC46, 120. 

2.2.2  Abdependent cellmediated cytotoxicity of Rtx 

ADCC  is also an established contributor to the mechanism of action of Rtx and therapeutic 

Abs  in  general.   On Ab‐coated  tumor  cells,  it occurs upon  binding of  the  Fc  region of  the Ab  to 

activating Fc receptors  (FcR) such as FcRIIIa which are present on effector cells such as natural 

killer  (NK)  cells,  granulocytes,  and macrophages.    Rtx  has  been  shown  to  induce  ADCC  in many 

human lymphoma cell lines117 and ADCC was abolished in nude mice deficient in activating FcR yet 

present in the wild‐type mice121, establishing a central role of ADCC in the therapeutic activity of Rtx.   

The  importance  of  Rtx‐induced  ADCC  in  humans was  illustrated  in  studies  on  a  FcRIIIa 

dimorphism  that  influences  the  binding  affinity  of  the  receptor  to  Rtx, where  enhanced  binding 

corresponds  to  elevated  ADCC.    Patients  homozygous  for  the  high‐affinity  dimorphism  showed 

enhanced clinical and molecular responses compared to the other patients122, 123.  In terms of ADCC‐

regulating molecules on the tumor cells themselves, expression levels of ligands to NKG2D, a NK cell 

receptor,  influence  the  susceptibility of  the  tumor  cell  to Rtx‐induced ADCC124.   Other molecules 

present on B cells which trigger NK cell activation include CD40125, CD80, and CD86126, but in general, 

the molecular determinants of whether a tumor cell will elicit ADCC upon Rtx binding are not well 

understood.  Moreover, the relative contributions of CDC and ADCC that occur after Rtx treatment, 

as well as  the  relative contribution of  the direct mechanism  (Section 1.4.3), are unclear and have 

been shown to depend on the origin of the target cell44, 49, 50. 
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2.2.3  Does  the creation of RtxLNPs affect  the  indirect mechanisms and  in vivo 

properties of Rtx? 

We examined how the known indirect mechanisms of action of Rtx are affected by creating 

Rtx‐LNPs.   We  have  previously  shown  that  cells  treated with  Rtx‐LNP  exhibit  increased  levels  of 

apoptosis compared  to  those  treated with equal doses of  free Rtx  (Section 1.2.2)7.   These studies 

established  that Rtx‐LNP exhibits an  improved direct mechanism of action  compared  to Rtx.   The 

objective of the current study was to establish whether levels of ADCC and CDC are preserved, since 

under  in  vivo  conditions,  the  favorable  direct  effects  of  Rtx‐LNP  should  not  occur  at  the  cost  of 

decreased indirect contributions to the efficacy.     

To examine differences between Rtx and Rtx‐LNPs in terms of their indirect mechanisms of 

action, we employed two mantle cell lymphoma cell lines, Z138 and JVM2, which exhibited different 

in vivo sensitivities to Rtx along with variable expression levels of cell‐surface proteins that regulate 

ADCC  and  CDC.    Rtx‐LNPs  were  prepared  which  showed  enhanced  binding  and  which  induced 

apoptosis in both cell lines.  We demonstrate that multivalent Rtx‐LNPs exhibited increased levels of 

CDC and ADCC compared to Rtx, alongside an increase in NK cell activation levels.  Finally, in order to 

understand the manifestations of these mechanisms of action in vivo, we examined the efficacy and 

pharmacokinetics of Rtx and Rtx‐LNP. 

2.3   Materials and methods 

2.3.1  Reagents and cell lines 

The  following  lipids  were  obtained  from  Avanti  Polar  Lipids  (Alabaster  AL,  USA):  1,2‐

distearoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphocholine  (DSPC),  1,2‐distearoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphoethanolamine‐

N‐[methoxy(polyethylene  glycol)‐2000]  (DSPE‐PEG),  and  1,2‐distearoyl‐sn‐glycero‐3‐

phosphoethanolamine‐N‐[maleimide(polyethylene  glycol)‐2000]  (DSPE‐PEG‐Mal).    [3H]cholesteryl 
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hexadecyl  ether  ([3H]CHE)  was  from  Perkin‐Elmer  Life  Sciences  (Woodbridge  ON,  Canada).  

Cholesterol (Chol) was purchased from Sigma‐Aldrich (St. Louis MO, USA).   Pico‐Fluor 15 and Pico‐

Fluor 40 scintillation cocktails were bought from PerkinElmer BioSignal (Montreal QC, Canada).   N‐

Succinimidyl  3‐(2‐pyridyldithio)propionate  (SPDP)  and  dithiothreitol  (DTT)  were  obtained  from 

Pierce/Thermo  Fisher  Scientific  (Rockford  IL,  USA).    Rituximab  (Rtx)  and  trastuzumab  (Trz) were 

obtained  from  the BC Cancer Agency pharmacy  (Vancouver BC, Canada).   Matrigel was purchased 

from  Collaborative  Biomedical  Products  Inc.  (Chicago  IL,  USA).    Carboxyfluorescein  diacetate 

succinimidyl ester (CFSE) was obtained from Molecular Probes (Eugene OR, USA).  Anti‐human CD3‐

FITC,  CD56‐PE,  CD54‐APC,  and  FcγRIII/II  (CD16/32)  Abs  were  obtained  from  BD  Biosciences 

(Mississauga ON, Canada).  Anti‐Rtx‐FITC Ab was purchased from Serotec (Oxford, UK).  Rabbit anti‐

human IgG Fc fragment was purchased from MP Biomedicals (Irvine CA, USA).  Lympholyte‐Mammal 

was obtained from Cedarlane (Burlington ON, Canada).  Unless otherwise noted, all other reagents 

were from Sigma‐Aldrich (St. Louis MO, USA).   

Mantle cell lymphoma (MCL) cell lines Z138 and JVM2 were generously provided by Dr. Zeev 

Estrov  (University of Texas) and previously  characterized127.   Cells were maintained  in RPMI 1640 

medium  (Stem  Cell  Technologies)  supplemented  with  2  mM  L‐glutamine,  10%  FBS,  and  1% 

penicillin/streptomycin.   All cells were maintained at 37  °C  in a humidified atmosphere containing 

5% CO2.  

For  in  vivo  imaging  studies,  Z138  cells  were  transfected  to  express  luciferase  (Luc). 

Constructs for the lentivirus (LV) vector containing the Luc genes were obtained from Dr. Alice Mui 

(Jack Bell Research Centre, Vancouver General Hospital, Vancouver BC, Canada) who also assisted in 

the transfection of the cell line.  Briefly, the Luc coding sequence was isolated from the pGL‐3 vector 

(Promega, Madison, WI, USA) and cloned  into the  lentiviral vector FG9 behind the CMV – LTR and 

UBiC promoters.  To generate Luc‐expressing lentivirus (LV‐Luc), this vector was cotransfected using 

calcium  phosphate with  packaging  constructs  pRSVREV,  pMDLg/pRRE,  and  the  VSV‐G  expression 



• 26  

plasmid  pHCMVG  into HEK‐293T  cells.    Five million  293T HEK  cells were  plated  on  poly‐L‐lysine‐

coated  tissue  culture plates  allowed  to  adhere  for  24  hours.    The  following  day,  10  µg of  the 

transducing vector, 7.5 µg of the packaging vector, and 2.5 µg of the VSV envelope pMD.G were co‐

transfected  by  LipofectAMINE  2000  (Invitrogen,  Burlington  ON,  Canada),  according  to  the 

manufacturer's  instructions.  After 24 h, fresh medium was applied to cells, and cells were cultured 

for  another  24  h.    Conditioned medium was  then  collected  and cleared  of  debris  by  low  speed 

centrifugation, filtered, and stored at ‐70 °C.  Supernatant was collected daily for 4 days, pooled and 

ultracentrifuged.  The pellet was re‐suspended in 500 µL of medium, and aliquots were stored at ‐70 

°C.  The Z138 cells were then infected with LV‐Luc (25 µL viral supernatant/mL medium).  Briefly, one 

million cells were add to each well of a 12‐well plate in 500 µL of complete medium and these were 

then cultured for 24 h.  Subsequently, LV‐vector or LV‐Luc constructs were added to the medium in 

the presence of Polybrene (8 µg/mL medium).  After approximately 5 h of incubation, the cells were 

washed with phosphate‐buffered  saline  (PBS, pH 7.4),  fresh  culture medium was added and  cells 

were incubated for up to 6 days. To enrich for Luc‐positive cells, cells were sorted by FACS for GFP 

expression (cells were cotransfected with LV‐GFP constructs). GFP‐positive cells were considered to 

be positive for Luc and this was confirmed by culturing the sorted cells in low concentrations in the 

wells of a 96‐well plate.   Luciferin was added to each well and plates were  imaged using  IVIS  (see 

below)  to  confirm  Luc expression.   These Z138‐Luc  cells were expanded and used  for  the  in  vivo 

studies described below.   

2.3.2  Preparation of multivalent AbLNPs 

Small  unilamellar  vesicles  composed  of  DSPC/Chol/DSPE‐PEG/DSPE‐PEG‐Mal  (mole  ratio 

48:45:5:2) were prepared by the extrusion procedure128, 129.  A total of 200 µmol lipid were dissolved 

in CHCl3  and  an  aliquot of  [
3H]CHE  (0.009 µCi/µmol  liposomal  lipid) was  added.   A  lipid  film was 

formed by drying  the solution  first with a stream of N2  then under vacuum  for 3 h.   The  film was 
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hydrated in 2.0 mL HEPES‐buffered saline (HBS) at 65 oC for 1 h with stirring, then was subjected to 

five freeze‐thaw cycles each consisting of five‐minute treatments in liquid N2 and a 65 
oC water bath, 

respectively.    The  suspension was  then  extruded  ten  times  through  two  stacked  polycarbonate 

filters (100 nm and 80 nm pore size) using a Lipex extruder (Northern Lipids, Burnaby BC, Canada).  

The resulting mean vesicle diameter was 95–110 nm as determined by quasielastic  light scattering 

(QLS)  using  a Nicomp  submicron  particle  sizer  (model  370/270).    Liposomal  lipid  concentrations 

were measured by liquid scintillation counting with a Packard scintillation counter (model 1900 TR) 

using aliquots mixed with 5.0 mL Pico‐Fluor 15 scintillation fluid.   

Rtx was coupled to  liposomes according to an established procedure130.   Briefly, 80 µL of a 

12.5 mM solution of SPDP in ethanol were diluted with 920 µL HBS (25 mM HEPES, 150 mM NaCl, pH 

7.4)  to give a  final concentration of 1.0 nmol/µL.   The Ab  (8 – 9 mg) was  reacted with a  five‐fold 

molar  excess  of  SPDP  for  25 min  at  room  temperature,  and was  subsequently  eluted  by  gravity 

through a Sephadex G‐50 column equilibrated with sodium acetate buffer (100 mM sodium acetate, 

150 mM NaCl, pH 4.5).  Fractions containing the Ab were determined by diluting aliquots 50‐fold in 

HBS and by measuring the absorbance at 280 nm.  Ab‐containing fractions were pooled and added 

to  solid DTT  to  give  a  final  concentration  of  25 mM DTT.    This  solution was  incubated  at  room 

temperature  for 25 min with  stirring.   The  thiolated Ab was  then  isolated using a Sephadex G‐50 

column  equilibrated with HBS,  and was  immediately  added  to  liposomes  (10 mM  final  liposomal 

lipid concentration).   The mixture was incubated at room temperature for 18 h with gentle mixing.  

At the end of the reaction, the mixture was eluted through a Sepharose CL‐4B column equilibrated 

with HBS to separate the unreacted Ab from the Ab‐LNPs.   The diameter of the Ab‐LNPs was ~130 

nm, as determined using QLS.  The amount of Ab conjugated to liposomes was determined using the 

Pierce Micro bicinchoninic acid (BCA) protein assay kit.  This quantitation was carried out according 

to the manufacturer’s  instructions with 0.5% Triton X‐100 added to the reagent solution and using 
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Ab solutions of known concentration as standards.  The number of Ab molecules per liposome was 

calculated as described previously7 and was found to be between 38 and 47.   

2.3.3  Measurement of cellsurface protein expression levels 

A total of 1 × 106 Z138 or  JVM2 MCL cells  in    the exponential growth phase were washed 

with cold PBS containing 1% FBS, then incubated at 4 oC  for 10 min with anti‐FcγRIII/II Ab followed 

by 20 min with saturating amounts of FITC‐labeled anti‐human CD20, CD40, CD80, CD86, CD95 (Fas 

receptor), CD54, CD55 or CD59 Abs.  Samples were then washed and analyzed on a FACSCalibur flow 

cytometer  (Becton Dickinson,  San  Jose, CA)  collecting  10,000  events  for  each  sample.   Data was 

analyzed  using  BD  CellQuest  software.    In  this  and  all  subsequent  experiments,  data  values  are 

reported  as mean  ±  standard  deviation  (SD)  unless  indicated  otherwise.    In  all  cases,  two‐tailed 

unpaired Student’s t‐tests were applied with a level of significance of 0.05.   

2.3.4  In vivo xenograft models to assess Rtx efficacy 

All in vivo studies were completed using protocols approved by the Animal Care Committee 

at  the University of British Columbia,  and were  in  accordance with  the  current  guidelines of  the 

Canadian Council of Animal Care.  To assess response to Rtx treatment, 5 × 106 Z138 or JVM2 cells in 

the exponential growth phase were mixed with Matrigel to a final volume of 100 µL, then  injected 

subcutaneously (SC) into the flank of male Rag‐2M mice.  Treatments with Rtx or control (PBS) were 

initiated  when  tumors  were  palpable  (0.5  ×  0.5  ×  0.5  mm),  typically  25  to  28  days  after  cell 

inoculation.   Groups of 6 mice were treated with Rtx (2.5 or 10 mg/kg) given  intraperitoneally (IP) 

every 3 days  for a  total of 6  treatments  (Q3D × 6).   Tumor  size was measured using a calibrated 

caliper every 2–3 days. 
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2.3.5  Quantification of AbLNPs bound to cells 

Z138 or JVM2 cells (1 × 106) were  incubated for 4 h at 4 °C with Rtx, Rtx‐LNP or Trz‐LNP at 

different doses as  indicated.   All treatments were done  in triplicate.   At the end of the  incubation 

time, cells were washed with cold PBS containing 1% FBS and labeled with anti‐Rtx‐FITC for 30 min 

at  4  °C,  then  analyzed  on  a  FACSCalibur  flow  cytometer  as  described  above  (10,000  events  per 

sample).  

A parallel study was performed to measure Ab‐LNP binding to cells through quantification of 

[3H]CHE present in liposomes bound to cells.  After the incubation, cells were centrifuged at 300g for 

5 min at 4 C, then washed three times with 1 mL of PBS to eliminate unbound Ab‐LNP.   Washed 

cells were resuspended and solubilized with 1 mL of 0.9% Triton‐X 100 in PBS, and concentrations of 

[3H]CHE were measured by liquid scintillation counting using Pico‐Fluor 40 scintillation cocktail and a 

Canberra‐Packard Scintillation β counter (1900 TR Tri Carb). 

2.3.6  AnnexinV/PI flow cytometrybased apoptosis assay 

Cells were seeded  in 96‐well plates  (20,000 cells/well) and  treatments were added on  the 

same day  the cells were  seeded.   Control  treatments consisted of HBS and uncoupled  liposomes, 

negative controls employed Trz  instead of Rtx, and positive controls  included campothecin‐treated 

samples.   For analysis 72 h  later, samples were transferred to 1.5 mL Eppendorf tubes and spun at 

7000 rpm for 15 s.   Supernatants were removed and pellets were washed with 500 µL cold Hanks’ 

balanced  salt  solution.    Samples  were  spun  again  at  7000  rpm  /  15  s  and  supernatants  were 

removed.    Positive  control  samples  were  unstained,  stained  with  Annexin‐V‐FITC,  stained  with 

propidium  iodide  (PI),  or  double‐stained with  both;  all  other  samples were  double‐stained.    For 

Annexin‐V‐FITC  staining, pellets were  resuspended  in a mixture of 5 µL Annexin‐V‐FITC and 40 µL 

Annexin‐V binding buffer and incubated at room temperature for 20 min.  For PI staining, 500 µL of a 

cold 0.5 µg/mL solution of PI  in Hanks’ were added to the samples.   Analysis was performed on a 
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Becton Dickinson FACSCalibur flow cytometer.  Compensation values were set with positive controls 

and  quadrant  placement  in  a  plot  of  PI  fluorescence  intensity  (FL3)  versus  Annexin‐V‐FITC 

fluorescence  intensity  (FL1)  in  each  case  was  decided  on  the  basis  of  data  obtained  with  the 

negative  controls.   Early apoptotic  cells were defined as PI negative and Annexin‐V‐FITC positive, 

necrotic cells were positive for both fluorophores, and viable cells were negative for both. 

2.3.7  Assay for measuring levels of complementdependent cytotoxicity 

MCL target cells  (1 × 106 cells/mL) were  incubated with Rtx, Rtx‐LNP or controls  (including 

HBS, uncoupled liposomes, and Trz‐NP) for 15 min at 37 °C, then a 25% volume of human serum (50 

µL) was added and the sample was further incubated for 4 h.  Informed consent was obtained from 

volunteers who provided the serum.  Cells were washed and stained with PI, then analyzed by flow 

cytometry as described above.  Cell lysis due to CDC was expressed as a percentage according to the 

following: %  cell  lysis = [1 − (fraction  of  viable  treated  cells  in  the  presence  of  human  serum)  / 

(fraction of viable treated cells in the absence of human serum)] × 100%. 

2.3.8  Assay for the quantification of Abdependent cellmediated cytotoxicity 

A fluorometric method described by Gomez‐Roman et al. was used131.  Briefly, 1 × 106 Z138 

or JVM2 target cells were double‐stained with 2.5 µM PKH26 (a membrane dye) and 2.5 µM CFSE (a 

viability dye).   Cells were  then  treated with  controls  (as described  in  the CDC assay above) or 10 

µg/mL of Rtx  (either as  free Rtx or Rtx‐LNP)  for 30 min.   Next,  cells were  incubated with mouse 

splenocytes (at 5:1, 50:1, and 100:1 ratios of effector to target cells) previously stimulated overnight 

with  25  ng/mL of  interleukin‐12  (IL‐12).   After  a  24 h  incubation,  cells were washed  in  cold  PBS 

containing 1% FBS and resuspended in the same buffer before analysis by flow cytometry, acquiring 

10,000 nongated events.   Flow  cytometry data was acquired by  setting FL1 as  the CFSE emission 

channel and FL2 as the PKH26 emission channel. Percent cell kill was obtained by back‐gating on the 
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PKH26bright population of targets and is reported as the percentage of membrane‐labeled target cells 

having  lost the viability dye,  i.e. % CFSE– within PKH26bright.   Non‐stained and single‐stained targets 

were included in every experiment to compensate for single‐stained CFSE and PKH26 emissions, and 

double‐stained  targets  incubated with Ab without effectors were used  to define spontaneous cell 

death  to  exposure  to  the media  and  Ab  alone.    The  percentage  of  cells  undergoing  ADCC was 

quantified  as  follows: %  undergoing  ADCC = [1 − (fraction  of  viable  double‐stained  target  cells)  / 

(fraction of double‐stained untreated control cells)] × 100%.  

2.3.9  Quantification of activated natural killer cells 

Fresh  peripheral  blood  mononuclear  cells  (PBMCs;  effector  cells)  were  obtained  from 

volunteers who provided  informed consent.   PBMCs were treated with Lympholyte‐Mammal, then 

incubated with Z138 target cells  in a 1:1 ratio, at a final concentration of 1 × 106 effector cells/mL 

and 1 × 106 target cells/mL.  Cultures were treated with 10 µg/mL of Rtx either as: free Rtx, Rtx‐LNP, 

a mixture of free Rtx and unconjugated liposomes, or Trz‐LNP (negative control).  Treated cells were 

incubated  for  20  h  at  37  C  in  RPMI  1640  complete  medium  supplemented  with  50  µM‐

mercaptoethanol.  Several control samples containing effector cells only (without target cells) were 

also included.  After incubation, cells were washed and labeled with anti‐human CD3‐FITC, CD56‐PE 

and CD54‐APC Abs  for 30 min at 4  °C before analysis by  flow cytometry.   Natural killer  (NK) cells 

were identified as the CD3–/CD56+ population, and the percentage of CD54bright cells was determined 

within this population.  A total of 50,000 events were collected per sample.  

2.3.10   In vivo xenograft models for RtxLNP efficacy studies 

For  in  vivo  efficacy  studies,  female C.B‐17 mice with  severe  combined  immunodeficiency 

(SCID) weighing 20‐25 g were  inoculated  intravenously (IV) with 5 × 106 Z138‐Luc cells (see Section 

2.3.1).   On day 7 after cell  inoculation, the presence of tumors was assessed using the  IVIS optical 
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imaging  system  200  Series  (Xenogen)  prior  to  treatment.   At  10 min  before  imaging, mice were 

injected  IP with 200 µl of 15 mg/mL  firefly D‐luciferin potassium salt, which emits photons  in  the 

presence  of  oxygen,  adenosine  triphosphate,  and  Luc.    The  animals were  imaged  and  the  total 

photon  counts  from  captured  images were  quantified  using  the  Living  Image  software  package 

(version  2.50;  Xenogen).    A  photograph  was  first  obtained  in  the  imaging  chamber  under  dim 

illumination,  then  a  luminescence  image was  acquired.    The overlay of  the pseudocolour  images 

represents the spatial distribution of photon counts produced by active Luc, with red representing 

the most  intense  (saturated)  luminescence and blue  representing  the  least  intense  luminescence.  

Captured  images were then quantified using Living Image. Bioluminescent signals from the regions 

of  interest  (ROI)  expressed  in  pseudocolour  are  presented  as  the  cumulative  photon  counts 

collected within each ROI.  Uninfected animals were imaged to detect background signals.  Starting 

on  day  7  after  Z138  cell  inoculation,  treatments  consisting  of  either  free  Rtx  or  Rtx‐LNP  were 

administered Q3D × 6.  Tumor measurements with the IVIS optical imaging system were made twice 

(early  in the study) or once per week.   Mice were monitored daily for extended time frames using 

both qualitative and quantitative health status indicators.  When the health status of the animal was 

considered poor based on a predefined  scale,  the animals were killed and  the  following day was 

recorded as the time of death in order to generate Kaplan‐Meier survival curves. 

2.3.11   In vivo studies on the pharmacokinetics of RtxLNP 

For studies of liposome and Rtx clearance from the plasma, BALB/c mice (17‐19 g) and C.B‐

17 SCID mice (19‐22 g) were injected IV with 5 mg/kg (in 200 µL) free Rtx or Rtx‐LNP.  At various time 

points  post‐injection,  blood  was  collected  by  cardiac  puncture  and  placed  into  EDTA‐coated 

microtainer tubes.  Plasma was isolated from blood samples by centrifugation at 1000g for 15 min.  

Aliquots  of  the  plasma  were  used  to  determine  Rtx  levels  by  a  colorimetric  enzyme‐linked 

immunosorbent assay (ELISA).  Briefly, a rabbit anti‐human IgG Fc fragment was used for coating and 
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capturing  Rtx.    A  horseradish  peroxidase‐conjugated  rabbit  anti‐human whole  IgG was  used  for 

detection,  with  orthophenylenediamine  added  as  substrate.    To  determine  the  levels  of  Rtx  in 

plasma,  absorbance  at  405  nm  was measured  and  compared  to  values  from  a  standard  curve 

constructed  from  known  amounts  of  Rtx.    For  liposomal  lipid  concentrations,  aliquots  of  plasma 

were counted in 5 mL of Pico‐Fluor 40 scintillation fluid. 

2.4  Results 

2.4.1  Characterization of Z138  and  JVM2  cell  lines:  surface protein  expression 

levels and in vivo response to Rtx treatment 

Two  human  MCL  cell  lines,  JVM2  and  Z138,  were  used  in  our  studies  on  the  indirect 

mechanisms of action of Rtx and Rtx‐LNPs.  These cell lines were selected based on previous studies 

that characterized several MCL cell lines in terms of their expression of the classic features of MCL, 

namely  the  t(11;14)(q13;q32)  translocation and overexpression of cyclin D1127.   The Z138  line was 

found to possess both traits of classic MCL, and while the JVM2 cells retained the translocation, they 

expressed cyclin D2 and did not overexpress cyclin D1, therefore representing a variant form of the 

disease132, 133. 

Given  these phenotypic differences,  the  two  cell  lines were  further  characterized  in  terms of 

select cell‐surface proteins  involved  in the direct and  indirect mechanisms of action of Rtx.   These 

molecules consist of the target of Rtx, CD20, as well as a number of proteins known to regulate CDC 

and ADCC.  Figure 2.1A shows that while CD20 expression is similar in both cell lines, the JVM2 line 

expresses  significantly  higher  levels  of  tumor  necrosis  factor  receptor  (TNFR)  receptor  family 

receptors  (CD95  and  CD40),  as  well  as  the  costimulatory molecules  CD80  and  CD86  which  are 

necessary  for  T‐cell  activation  and  survival.    NK  cells  are  also  activated  by  CD40125,  CD80,  and 

CD86126.  Levels of CD55 are elevated in Z138 cells, whereas CD59 expression is relatively the same in 
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both  lines;  these  proteins  have  been  shown  to  inhibit  Rtx‐induced  CDC46,  120.    The  intercellular 

adhesion molecule CD54 also shows similar expression in both cell lines.  Overall, the differences in 

phenotype observed suggest  that  levels of ADCC and CDC may vary between  the  two cell  lines  in 

response to treatment with Rtx and Rtx‐LNP46, 49. 

 

 

 

Figure 2.1  Phenotypic characterization of JVM2 and Z138 cell lines and in vivo response to Rtx treatment. 

(A)  Cell‐surface  marker  expression  on  JVM2  and  Z138  cells,  assessed  by  flow  cytometry.    *p  <  0.05.    MFI:  mean 

fluorescence intensity.  (B & C) To assess in vivo responses to treatment with Rtx, 5 × 106 JVM2 (B) or Z138 (C) cells were 

injected SC  into Rag‐2M mice.   Once  the  tumors  reached ~200 mm3, mice were  treated  twice weekly  for 3 weeks with 

either 2.5 mg/kg () or 10 mg/kg () Rtx. Control mice () were injected with PBS.  Treatments are indicated by arrows.  

Data correspond to the average metastasis from 6 mice for each time point ± SD and are representative of two separate 

experiments. 
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  The responses to Rtx treatment of Rag‐2M mice inoculated subcutaneously (SC) with JVM2 

and Z138 cells were also determined.   As shown  in Figure 2.1B, JVM2 tumors  in mice treated with 

Rtx  exhibited  an  initial  growth  delay  (after  day  35  postinoculation),  but  eventually  the  tumors 

progressed in a manner that was comparable to controls.  On day 45 after JVM2 cell inoculation, the 

control animals possessed tumors that were approximately 600 mg in size.  The animals treated with 

2.5 or 10 mg/kg Rtx exhibited  slightly  smaller  tumors, albeit  the differences were not  significant.  

Figure 2.1C shows that mice bearing established Z138 tumors were sensitive to treatment with Rtx.  

Control animals exhibited  tumors  that were approximately 500 mg  in  size 40 days after Z138 cell 

inoculation, while the tumors in mice treated with Rtx (2.5 or 10 mg/kg) were 50% smaller then the 

tumors measured  prior  to  initiation  of  treatment.    Based  on  these  data,  the  JVM2  tumors were 

considered to be Rtx‐insensitive and the Z138 tumors were considered Rtx‐sensitive. 

2.4.2  RtxLNPs bind specifically to JVM2 and Z138 cells and induce apoptosis 

Multivalent  Rtx‐LNPs were  prepared  from  bivalent  Rtx  as  described  in  Section  2.3.2.    To 

examine  the behavior of  these constructs when  tested against  the Z138 and  JVM2 cell  lines, cells 

were  treated  with  Rtx  and  Rtx‐LNP  and  the  levels  of  bound  Rtx  were  determined  using  flow 

cytometry.   The results, summarized  in Figure 2.2A & B,  indicate  that 4.9 and 3.2  times more Rtx 

became bound to JVM2 and Z138 cells, respectively, when added as multivalent Rtx‐LNP compared 

with free Rtx at a dose of 100 µg/mL.  Comparable increases in binding were also observed at lower 

Rtx doses, and  these data agree with  the  general observation  that multivalent  constructs exhibit 

increased functional affinity and decreased dissociation rates when bound to cell‐surface antigens97.  

Surprisingly, even though both cell  lines had similar  levels of CD20 expression  (Figure 2.1A),  JVM2 

cells had  the ability  to bind more Rtx and Rtx‐LNP.   At doses of 25 µg/mL and above,  the mean 

fluorescence intensities for both Rtx and Rtx‐LNP in Figure 2.2A are between 1.8‐ and 2.5‐fold higher 

than  those  of  Figure  2.2B  (p  <  0.05  for  all  equivalent  treatments).    Using  non‐exchangeable 
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[3H]cholesteryl hexadecyl ether ([3H]CHE)  incorporated in the liposomes as an alternative means to 

assess cell binding, the amount of bound lipid following addition of Rtx‐LNP was approximately two‐

fold greater for JVM2 cells compared to Z138 cells (p < 0.05; data not shown).  JVM2‐derived tumors 

were less sensitive to Rtx treatment although they bound more Ab than Z138 cells, again suggesting 

that the JVM2 cells are more resistant to Rtx therapy. 

 

 

 

Figure 2.2  Binding of Rtx‐LNPs to target cells and direct induction of apoptosis.   

(A & B) Rtx binding to JVM2 (A) and Z138 (B) MCL cells when incubated with Rtx‐LNP (), free Rtx (), or Trz‐LNP (×), as 

assessed  by  flow  cytometry.    Error  bars  are within  the  size  of  the  data  points.    Data  are  the means  of  experiments 

performed  in  triplicate.   MFI:  mean  fluorescence  intensity.  (C  &  D)  Fraction  of  viable  cells  remaining  after  in  vitro 
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treatment of JVM2 (C) or Z138 (D) cells with Rtx or Rtx‐LNP at 37 oC for 72 h, as assessed by flow cytometry after Annexin‐

V‐FITC and PI staining.  Double‐negatively stained cells were considered viable.  The different treatments are indicated in 

the legend.  Data correspond to means of triplicates, and are representative of three separate experiments.  

 

The in vitro responses to treatment of JVM2 and Z138 cells with Rtx and Rtx‐LNP were also 

assessed.  Previous work has demonstrated that Rtx, on its own, has little therapeutic effect in vitro 

unless a crosslinking Ab  is added7, 74‐76.   Using  the AlamarBlue assay, we have previously observed 

that  both  crosslinked  Rtx  and multivalent  Rtx‐LNP  decrease  Z138  cell  proliferation  in  vitro  to  an 

equivalent  extent7.    In  this  study,  flow  cytometry  was  used  to  measure  the  fraction  of  viable 

(nonapoptotic)  JVM2 and Z138 cells  remaining after  treatment with  free Rtx, crosslinked Rtx, and 

Rtx‐LNP. The results, summarized  in Figure 2.2C & D, suggest that when using Annexin‐V and PI to 

identify nonviable  cells,  free Rtx was  the  least  effective of  the  treatments  (dark  gray  bars), with 

minimum cell viabilities of 80% in JVM2 cells (at 1.5 µg/mL) and 69% in Z138 cells (0.15 µg/mL). The 

percentages of viable cells were measured relative to untreated control cell populations in all cases.  

Compared to free Rtx, the multivalent Rtx‐LNP (white bars) engenders significant therapeutic effects 

on both JVM2 and Z138 cells.   At a treatment dose of 15 µg/mL of Rtx‐LNP, 42% and 62% of JVM2 

and Z138 cells,  respectively, were considered non‐viable  (Figure 2.2C & D).   These  results  suggest 

that  Z138  cells  are more  sensitive  to  Rtx‐LNP  than  JVM2  cells  in  vitro.    The  effects  on  the  cell 

populations after Rtx treatment were equal in the absence or presence of bare uncoupled liposomes 

(hatched  bars),  indicating  that  the  enhanced  effects  observed  for  Rtx‐LNP  result  from  Rtx  being 

bound to the LNPs.   As an additional control, LNPs formulated with Trz (an anti‐ErbB2 therapeutic 

monoclonal  Ab)  instead  of  Rtx  showed  minimal  activity  (light  gray  bars),  indicating  that  the 

therapeutic effects are specific to Rtx.  The effects of Rtx‐LNPs were comparable (p > 0.05) to 2oAb‐

crosslinked Rtx (black bars) when the dose of Rtx used was 15 µg/mL.   
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2.4.3  Multivalent  RtxLNPs  elicit  superior  complementdependent  cytotoxicity 

and Abdependent cellmediated cytotoxicity compared with Rtx 

Taken together, the data summarized above  indicate that the multivalent Rtx‐LNPs exhibit 

enhanced activity in vitro when compared to the effects achieved with equal doses of free Rtx, and 

these data are consistent with previous results7.  The therapeutic activity of Rtx‐LNP shown in Figure 

2.2 occurred as a result of direct effects on the cells, yet it is understood that the in vivo activity of 

Rtx is largely dependent on indirect mechanisms of action involving CDC and ADCC115‐119, 121, 123.  Thus 

it was  important  to  assess how  the CDC  and ADCC  responses  are  affected when  tumor  cells  are 

treated with Rtx‐LNPs. 

To measure levels of CDC, JVM2 and Z138 cells were given equivalent doses of Rtx and Rtx‐

LNP, then human serum was added and cell lysis was measured 4 h later using flow cytometry (see 

Section 2.3.7).  These data have been summarized in Figure 2.3A & B.  Rtx‐LNP treatment resulted in 

more significant cell  lysis  than Rtx  treatment  in both cell  lines,  indicating  that Rtx‐LNP  is better at 

inducing CDC than free Rtx.  When comparing results obtained in the two cell lines, CDC activity was 

higher in JVM2 cells, where treatment with a 1 µg/mL dose of Rtx‐LNP induced a 3.4‐fold increase in 

CDC activity  (relative  to control), compared with a 2.0‐fold  increase  in Z138 cells.   This effect was 

even more pronounced when the dose  increased to 10 µg/mL, where the values  increased to 5.3‐

fold (JVM2) and 3.9‐fold (Z138).   The  level of CDC observed following treatment with free Rtx was 

comparable  to  controls, which  included  Trz‐LNP  as well  as  a mixture  of  free  Rtx  and  uncoupled 

liposomes  (Rtx  +  lip)  (Figure  2.3A &  B).    The  level  of  cell  lysis  obtained  for  Rtx  plus  crosslinking 

secondary Ab (2oAb) was identical to that obtained with Rtx alone (data not shown).   These results 

suggest that indirect CDC‐based mechanisms of activity would be enhanced in vivo when using Rtx‐

LNP, even when compared to situations where Rtx crosslinking is achieved by an anti‐Rtx 2oAb.   
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Figure 2.3   In vitro  levels of Rtx‐mediated CDC and ADCC are augmented when Rtx  is presented to cells as multivalent 

Rtx‐LNP.   

(A & B)  For measuring  levels of CDC,  JVM2 or  Z138  cells were untreated  (U) or  treated with  Trz‐LNP, Rtx, Rtx  + bare 

liposomes (Rtx + lip), or Rtx‐LNP.  All treatments consisted of 10 µg Ab except for Rtx‐LNP(lo), which consisted of 1 µg.  (C & 

D) For ADCC experiments, JVM2 or Z138 target cells were  incubated for 30 min with 10 µg of Ab  in the form of free Rtx 

(), Rtx + bare liposomes ( ), Rtx + crosslinking 2oAb (), Trz‐LNP (◇), or Rtx‐LNP ().  Stimulated effector cells (mouse 

splenocytes) were then added in excess of target cells at effector‐to‐target cell ratios of 5:1, 50:1, and 100:1. After a 24 h 

incubation,  ADCC  was  measured  as  described  in  Section  2.3.8.    Data  represent  the  means  of  triplicates,  and  are 

representative of three separate experiments.  

 

To assess ADCC, a fluorometric method described by Gomez‐Roman et al. was used131.  Cells 

were  first  dual‐labeled  with  PKH26,  a  membrane‐associating  lipid  dye,  and  carboxyfluorescein 

diacetate succinimidyl ester (CFSE), which stains viable cells.  Cells were then incubated with Rtx‐LNP 

or other treatments for 30 min, followed by the addition of mouse splenocytes (effector cells).  After 

24 h, the JVM2 and Z138 target cells that were lysed as a result of ADCC retained the PKH26 signal 

but lost that of CFSE.  The percentage of lysed cells was therefore determined using flow cytometry 
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as the fraction of CFSE‐negative cells within the PKH26bright population.  The results, shown in Figure 

2.3C & D,  indicate  that  free Rtx  (filled  triangles) elicits an ADCC  response at  levels comparable  to 

those observed when using secondary‐antibody crosslinked Rtx (filled diamonds) or a mixture of Rtx 

and uncoupled  liposomes  (open  triangles).   The extent of ADCC  resulting  from Rtx‐LNP  treatment 

(filled  squares) was  significantly enhanced  in both  cell  lines, but  it was particularly notable when 

using Z138 cells, where at a 100‐fold excess of effector cells, 81% of cells were undergoing ADCC 

after treatment with Rtx‐LNP, compared to 26% for free Rtx (p < 0.05 at all target/effector cell ratios 

tested).  Overall levels of ADCC were significantly lower in JVM2 cells, where at the same excess of 

effector  cells,  Rtx‐LNP  treatment  resulted  in  an  ADCC  response  of  14%,  compared  to  5%  after 

treatment with Rtx (p < 0.05 only at this target cell/effector cell ratio). 

2.4.4  RtxLNP induces the activation of natural killer cells 

In order to corroborate the results suggesting that Rtx‐LNP elicits a superior ADCC response 

compared with free Rtx, the extent to which NK cells were activated after exposure to Rtx or Rtx‐

LNP was determined.   Bowles and Weiner demonstrated a correlation between ADCC activity after 

treatment with  Rtx  and  CD54  upregulation  on  NK  cells134,  and  therefore  the  activation  state  of 

human NK cells was quantified here in terms of their CD54 expression levels.  The NK cells used were 

a  subpopulation within  a  sample  of  human  peripheral  blood mononuclear  cells  (PBMCs).    These 

effector  cells were mixed with Z138  cells as  the  target  cells; only Z138  cells were used  since  the 

ADCC response was most robust with these cells, as shown in Figure 2.3D.  Samples of effector cells 

or combined effector and target cells were treated with Rtx, Rtx‐LNP, and controls (U or T‐NP).  The 

results, shown in Figure 2.4, compare the activation state of the NK cells in terms of the fraction of 

CD54bright  cells  contained within  the NK  cell population  (CD3–/CD56+).   Open bars  indicate  control 

samples that contained only effector cells, while black bars correspond to samples containing both 

effector  and  target  (Z138)  cells.    In  general,  a  greater  fraction  of  NK  cells  are  activated  in  the 
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presence  of  Z138  target  cells,  as  illustrated  by  the  elevated  CD54  expression  levels  (black  bars 

compared  to  the white  ones).   NK  cell  activation was  greatest when  the  target  Z138  cells were 

treated with Rtx or Rtx‐LNP, with the highest  level of CD54 expression found after treatment with 

Rtx‐LNP (rightmost black bar).   Among the samples containing both effector and target cells (black 

bars), the only significant difference (p < 0.05) occurred between the untreated (34% activated) and 

Rtx‐LNP treated (62%) samples.  This study confirms that the elevated levels of ADCC resulting from 

Rtx‐LNP treatment are associated with enhanced NK cell activation.  

 

 

 

Figure 2.4  NK cell activation upon treatment of Z138 cells with different forms of Rtx.   

Human  PBMCs  (effector  cells) were  incubated  overnight with  or without  Z138  target  cells  that were  untreated  (U)  or 

treated with Trz‐LNP, Rtx, or Rtx‐LNP.   Cells were then  labeled with anti‐human‐CD3, CD56 and CD54 Abs conjugated to 

different  fluorophores.    Flow  cytometric  analysis  was  performed  and  NK  cells  were  identified  as  the  CD3–/CD56+ 

population.   Within  this population,  the percentage of CD54bright cells was determined, corresponding  to  the  fraction of 

activated NK cells.  *p < 0.05. 

 

2.4.5  In vivo efficacy of multivalent RtxLNP 

The ability of Rtx‐LNP  to  induce ADCC and CDC  is enhanced compared  to  that of  free Rtx, 

and when this is considered alongside the increased direct activity leading to cell death, one would 
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expect that Rtx‐LNP would exhibit significantly improved therapeutic effects compared with free Rtx 

when used in vivo.  We therefore completed in vivo efficacy studies on Rtx‐LNP in C.B‐17 SCID mice.  

Although these mice lack functional B and T cells (similar to the Rag‐2M mice used to generate the 

data in Figure 2.1), they have a well‐defined NK cell population and should therefore be capable of 

eliciting ADCC  responses135.   The  Z138  cell  line was used  for  these  studies  since  it was  the most 

responsive  to  Rtx  treatment,  and  a  systemic  tumor model was  employed, where  the  cells were 

inoculated  IV.    This model  is  considered  to  be more  aggressive  and  less  sensitive  to  treatment 

compared to the SC model.   

In  order  to  follow  disease  development  non‐invasively,  Z138  cells  were  transfected  to 

express Luc, and tumor‐bearing mice  (as confirmed by bioluminescent  imaging) were treated with 

HBS, Rtx, or Rtx‐LNP.  At specified time points after the start of treatment, the animals were imaged 

and representative images are provided in Figure 2.5A.  Mice treated with Rtx and Rtx‐LNP exhibited 

a significantly  lower  tumor burden compared  to control animals and  this was  readily apparent 14 

days after  initiation of  treatment.   The  imaging data also highlighted  that  following  IV  injection of 

Z138‐Luc  cells,  disease  development  was  throughout  the  body.    Notably,  there  was  significant 

disease burden in the brain, which would partially explain why this model may be considered more 

aggressive. As highlighted  in  the Rtx‐treated examples, disease development within  the brain was 

unaffected by treatment with Rtx or Rtx‐LNP.  Tumor burden was quantified by measuring the total 

number of emitted photons from each mouse, and the average photon counts determined for each 

treatment are summarized in Figure 2.5B.  These data show that the tumor burden in mice treated 

with  Rtx  and  Rtx‐LNP  are  not  significantly  different,  but  both  treatment  groups  exhibited 

significantly lower tumor burden when compared with control (HBS‐treated) mice.   
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Figure 2.5  Efficacy study for Rtx‐LNP.  

C.B‐17 SCID mice were injected with Z138‐Luc cells and were monitored for tumor growth with the IVIS 200 optical imaging 

system.  A total of 10 days after visible tumor growth appeared, mice were treated twice per week for 3 weeks with either 

HBS or 1 mg/kg of free Rtx or multivalent Rtx‐LNP (R‐NP). Tumors were scanned once or twice per week.   (A)  Images of 

three out of five mice are presented.  Red and blue regions represent the highest and lowest luminescence, respectively. 

(B) Assessment of tumor growth, as measured by the total amount of light emitted by Luc‐expressing tumor cells from the 

entire body of control mice (), and mice treated with Rtx  () or Rtx‐LNP ().   (C) Kaplan‐Meier survival curve for the 

mice in this study; symbols are the same as in (B).  Inset: Increase in lifespan with respect to control.  Data is representative 

of two separate studies.  

 

Kaplan‐Meier  survival  curves were also generated as described  in Section 2.3.10, and are 

provided in Figure 2.5C.  They are consistent with the imaging data and indicate that treatment with 

Rtx and Rtx‐LNP provided equivalent survival benefits.  The median survival time for the Rtx and Rtx‐

LNP  treated animals was 56 and 61 days,  respectively, while  the median  survival  time  for control 

animals was 35 days.  These data were somewhat surprising given that the in vitro studies suggested 

that the Rtx‐LNP would exhibit improved treatment effects when compared with Rtx.  In an effort to 
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understand why these expectations were not realized, pharmacokinetic studies were completed to 

compare  the Rtx  levels  in  the plasma compartment over  time  following  IV  injection of Rtx or Rtx‐

LNP.   

2.4.6  Pharmacokinetics of Rtx and RtxLNP 

Pharmacokinetic  studies were  completed  in  immunocompromised mice  (C.B‐17  SCID)  as 

well as immunocompetent BALB/c mice, and the data obtained are summarized in Figure 2.6.  The 

black symbols in Figure 2.6A (C.B‐17 SCID mice) and Figure 2.6C (BALB/c mice) represent the plasma 

concentration of Rtx  in the different mouse strains, and  in general, the elimination rate of Rtx was 

comparable in both strains.  The percentage of the initial Rtx dose remaining after 72 h was 27% for 

C.B‐17  SCID  mice  and  24%  for  BALB/c  mice.    These  values  are  comparable  to  those  reported 

elsewhere136  and  highlight  that  Rtx  is  slowly  eliminated  from  the  circulation  following  IV 

administration in mice.  The open symbols in Figure 2.6A & C represent plasma concentrations of Rtx 

following  IV  injection of Rtx‐LNP, and  it  is obvious  that  these values are considerably reduced.    In 

both mouse strains,  the  injected dose was  reduced by as much as 80% within  the  first hour after 

administration, and at 72 h postinjection, the remaining percentages of the  initial dose were 0.3% 

(C.B‐17 SCID) and 2.8% (BALB/c). 

The plasma concentration of liposomal lipids was also monitored after administration of Rtx‐

LNP.  As highlighted in Figure 2.6B & D, the time‐dependent LNP concentration curves mirror those 

of Rtx for the same treatments; after 72 h, 0.7% of the initial dose remained in the C.B‐17 SCID mice, 

while 0.5% remained in the BALB/c animals.  The observation that the plasma concentrations of Rtx 

and LNPs decrease at approximately the same rate suggests that Rtx does not dissociate from LNPs 

in  the  circulation  and  that  both  are  cleared  together.    Since  the  detected  levels  of  Rtx‐LNP  are 

similar in both mouse strains, the data also indicate that Rtx‐LNP is not cleared via an immunogenic 
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mechanism.  Nevertheless, the plasma levels of Rtx‐LNP are so low compared to free Rtx that its full 

therapeutic potential, as illustrated in vitro in Figures 2‐4, is compromised in mice as a result. 

 

 

Figure 2.6  Pharmacokinetics of Rtx‐LNP in two mouse models.  

C.B‐17 SCID mice (A & B) and BALB/c mice (C & D) were injected IV with 5 mg/kg of Rtx in free form (black symbols) or in 

Rtx‐LNP (open symbols).  At time points of 0.5, 4, 24 and 72 h after the injection, circulating Rtx (A & C) and lipid (B & D) 

were  quantified  by  ELISA  and  liquid  scintillation  counting,  respectively.    Data  is  representative  of  two  separate 

experiments. 

 

2.5   Discussion and conclusions 

2.5.1  Discussion 

In  spite of  the  fact  that nearly all  therapeutic Abs are bivalent  IgG molecules,  it has been 

demonstrated  in numerous cases  that equivalent doses of multivalent Abs have more  therapeutic 
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potency.   A number of multivalent anti‐CD20 designs have been reported which exhibit enhanced 

binding  to  target  cells15, 96  and/or elevated  levels of  cell  kill  in  vitro7, 75, 88‐90  and enhanced  in  vivo 

efficacy75, 90.   The Rtx‐LNPs studied here represent  the only  liposomal  formulation of a multivalent 

therapeutic IgG that has been described137.  These constructs have a valence of ~90, which is much 

higher  than  the other  types of  reported multivalent  constructs, whose  valences  generally do not 

exceed 10.   

The  favorable effects  related  to  the direct mechanism of action  following  treatment with 

Rtx‐LNPs7 were confirmed in the experiments described above.  Figure 2.2 shows that the Z138 cell 

line was substantially more sensitive to Rtx‐LNP‐induced apoptosis in spite of the fact that it bound 

only half as much Rtx‐LNP,  indicating  that higher  levels of apoptosis do not  result  from more Rtx 

being bound to the cells.  These results may be explained, in part, by the fact that the JVM2 line (and 

not the Z138  line)  is Epstein‐Barr virus positive, and  latently  infected Epstein‐Barr virus‐positive B‐

cell  lymphomas are often protected from death‐receptor  induced apoptosis such as that triggered 

by CD95 (Fas receptor)138.   This may  justify why the high  levels of CD95 observed  in the JVM2  line 

(Figure 2.1) did not correlate with lower cell viability levels following treatment with crosslinked Rtx 

or Rtx‐LNP (Figure 2.2C & D).   

There has been a lack of studies on the indirect mechanisms of multivalent therapeutic Abs 

(ADCC  and CDC),  even  though  the  indirect mechanisms  are  known  to be  essential  to  the  in  vivo 

efficacy of Rtx118, 119, 121, 123 and this  information would be critical for developing such constructs for 

clinical use.    In  the current study,  the  JVM2 cell  line was expected  to  induce higher  levels of CDC 

than  the  Z138  line  since,  as  shown  in  Figure  2.1,  it  exhibited  lower  expression  of  CD55,  a  CDC 

inhibitor46.    It  was  also  expected  that  the  JVM2  line  would  exhibit  enhanced  ADCC  since  its 

expression levels of CD40, CD80, and CD86 were elevated, and these proteins activate NK cells125, 126.  

As  expected,  the  JVM2  cell  line  induced  a  more  robust  CDC  response,  but  Z138  cells  were 

substantially better at  inducing ADCC  (Figure 2.3).   This  illustrates  the poor understanding of how 
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different  types of  lymphoma cells  induce ADCC  to various extents49.   Together with  the apoptosis 

data from Figure 2.2C & D, however, the observations in Figure 2.3 support the results in Figure 2.1B 

&  C, which  show  that  animals  bearing  established  Z138  tumors  are  Rtx‐sensitive whereas  those 

bearing  JVM2  tumors  are  not.    This  is  of  particular  interest  since  these models may  provide  a 

framework  for  the  future elucidation of molecular markers of Rtx  resistance or  response  in MCL, 

which are currently poorly defined139, 140. 

Figure  2.3  also  demonstrates  that  multivalent  Rtx‐LNP  elicits  superior  CDC  and  ADCC 

responses compared with bivalent Rtx.    In  fact, bivalent Rtx did not  induce specific CDC activity  in 

vitro.    A multivalent  interaction  consists,  in  theory,  of  a  complex  created  by  an  initial  univalent 

interaction where the  local concentrations of the remaining  free binding sites on both species are 

greatly enhanced15.  This may help explain the increased CDC and ADCC observed in Rtx‐LNP‐treated 

cells.  The elevated CDC may result from the fact that C1q is itself a hexavalent ligand that requires 

binding  to  several  IgG  Fc  regions  in order  to activate a CDC  response105, 106.   Multivalent Rtx‐LNP 

provides significantly higher local concentrations of exposed Fc available to bind C1q after the initial 

univalent Fc – C1q  interaction.   Similarly, ADCC requires binding of the Fc region of Rtx to FcγR on 

effector cells such as NK cells.  Following the initial interaction between an Fc region on Rtx‐LNP and 

a FcγR on a NK cell, the remaining Fc and FcγR are at significantly elevated local concentrations with 

respect to one another.  This facilitates subsequent Fc – FcγR interactions leading to ADCC, and this 

effect is absent with bivalent Rtx. 

Despite  the  fact  that  Rtx‐LNPs  appear  to  be  therapeutically  superior  in  vitro,  we 

unexpectedly found that Rtx and Rtx‐LNP exhibited equivalent activity when used to treat a systemic 

Z138  tumor  model  (Figure  2.5).    This  could  be  explained  by  the  rapid  elimination  of  Rtx‐LNP 

following  IV  injection  (Figure  2.6).    The  observed  removal  of  Rtx‐LNP  from  the  circulation  was 

surprising  in  light  of  previous  studies  from  our  laboratory  on  Trz‐LNP  (Section  1.2.2),  which  is 

identical  to  Rtx‐LNP  in  every way  except  for  the  Ab  employed.    These  studies  showed  that  the 
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pharmacokinetics (plasma concentrations and area under the curve) and efficacy (decrease in tumor 

volume)  of  Trz‐LNP  were  both  significantly  enhanced  with  respect  to  free  Trz  in  breast  tumor 

xenograft mouse models7.  Thus, the rapid clearance of Rtx‐LNP does not appear to result from the 

binding of plasma proteins such as albumin or lipoproteins to the LNPs, which would result in uptake 

by the reticuloendothelial system18, 19.  This is expected since Rtx‐LNP contains PEG for this purpose, 

and Trz did not interfere with PEG function in Trz‐LNP7.  As shown in Figure 2.6, the rapid elimination 

of Rtx‐LNP  involved neither dissociation of Rtx  from  the  liposomes nor an  immunogenic  reaction, 

but when compared with Trz‐LNP, the pharmacokinetic behavior of Rtx‐LNP appears to arise  from 

the Ab used and not from the liposomal component of the formulation.  The issue of rapid clearance 

is discussed further in Section 7.3.1.   

2.5.2  Conclusions 

The studies  in  this chapter demonstrate  that multivalency can be an effective strategy  for 

improving  the efficacy of  therapeutic Abs.   The greatest barrier  to developing multivalent Abs  for 

clinical use is their poorly understood mechanism of action, but we have shown that both the direct 

and indirect modes of action of multivalent Rtx‐LNPs are significantly improved compared with Rtx.  

This chapter focused on the enhanced indirect mechanisms (CDC and ADCC), and we further showed 

that elevated ADCC occurred alongside higher levels of activated NK cells.  In spite of more favorable 

direct  and  indirect  cytotoxicity,  we  found  that  the  in  vivo  efficacy  of  Rtx  and  Rtx‐LNP  were 

equivalent, and pharmacokinetic  studies  revealed  that Rtx‐LNP was very  rapidly  cleared  from  the 

circulation compared to Rtx.   This not only  indicates the need to create multivalent Rtx constructs 

with more extended circulation lifetimes (using a different type of NP formulation and/or a different 

anti‐CD20  Ab)  if  they  are  to  be  developed  for  clinical  use,  but  it  also  highlights  the  therapeutic 

potency of Rtx‐LNP compared to Rtx.   
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Part of this potency results from the direct mechanism of action, which in the case of Rtx, is 

undefined from a molecular point of view.  The next chapter describes an alternative, more versatile 

methodology that we developed for producing Ab‐LNPs of differing valence for use in studies on the 

direct mechanisms of action of therapeutic Abs51.  Applying this methodology to Rtx‐LNPs will add to 

the current results on the indirect factors and will help to delineate the overall mechanism of action 

of multivalent Rtx.  This understanding will further define cases where it might be more efficacious 

to employ a multivalent Ab rather than a bivalent IgG in order to treat cancer. 
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3  Improved methodology for preparing multivalent antibodylipid 

nanoparticles 

3.1  Synopsis 

Previous methods of coupling Abs to liposomes were unsuitable for creating many different 

valences of  (Ab‐LNPs).   An  improved methodology developed  for  this purpose  is described  in  this 

chapter.    It  exhibits  significant  improvements  over  previous methods  in  terms  of  reproducibility, 

length of time required to produce many valences, and yields of coupled Ab.   

3.2   Background 

3.2.1  The need to produce a new method for creating many valences of AbLNPs 

An  updated  methodology  was  required  to  produce  many  different  valences  of  Ab‐LNP 

because previous methods, which have been described  largely  in  light of  immunoliposomes, were 

inadequate  in  terms  of  reproducibility,  time  required,  and  overall  yields  of  coupled  Ab.    These 

problems stem from the method of chemical coupling, which normally involves thiolation of the Ab 

followed  by  reaction with maleimide  (Mal)‐containing  liposomes  or micelles3, 5, 141, 142.    Between 

three and seven  thiol groups are required per Ab molecule7, 143, resulting  in a very heterogeneous 

reaction product  that  varies  from preparation  to preparation.    Such heavy  chemical modification 

may  also  pose  a  problem  particularly  for  therapeutic  Abs,  which  after  thiolation  have  shown 

decreased binding to target144 and whose indirect mechanisms depend on a native Fc fragment44.   

One common coupling strategy, described in Section 2.3.2, involves the preparation of small 

unilamellar  vesicles  (SUVs)  containing  surface  Mal  moieties,  followed  by  the  addition  of  thiol‐

modified  Ab7,  144.    In  the  current  application,  where  smaller  amounts  of  several  different 
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formulations are required, this method is impractical since a different SUV composition would need 

to be prepared, by extrusion or other means, for every desired valence.   

A more recent variation  is the coupling of Abs to DSPE‐PEG micelles using thiol‐maleimide 

chemistry, followed by heating in the presence of SUVs, enabling the “post‐insertion” of the micellar 

lipids and Ab  into  the preformed SUVs142, 145.     Although  this method may be useful  for preparing 

immunoliposomes,  it  is unsuitable for preparing many precise valences of Ab‐LNPs because the Ab 

undergoes  substantial  heterogeneous  chemical modification  as  described  above.    This  results  in 

variable  valences  from  one  preparation  to  the  next  as  well  as  potentially  reduced  therapeutic 

activity of the Ab.  Moreover, low yields of Ab in the final product are obtained (59%) compared to 

the amount of Ab that was initially modified.  This is particularly a problem when using therapeutic 

Abs  since  they  are  generally  available  in  limited  quantities,  especially  novel  drugs  under 

development. 

3.2.2  How the new methodology overcomes previous limitations 

The  improved methodology described  in  this  chapter overcomes  the above  limitations by 

drawing on desirable  features  from earlier methods,  including  the post‐insertion  technique142, 145, 

while  replacing  thiol‐maleimide  chemistry  with  high‐affinity  biotin‐NeutrAvidin  (Neut) 

interactions146, 147.  In doing so, a novel feature concerning the kinetics of biotin‐Neut interactions on 

liposomes was discovered and incorporated in the methodology.  Specifically, it involves surprisingly 

slow kinetics of association between biotinylated protein and Neut on the surface of PEG‐containing 

liposomes, attributed  to a  steric blocking effect by PEG148.   Since Ab addition  is  slow  (coupled Ab 

levels continued to increase over 72 h), to make a series of different valences, it was only necessary 

to stop fractions of the same coupling reaction at different times.  To improve yields, a solid‐support 

Ab  biotinylation  technique was  employed149  that  provides  high  recovery  (96%),  and  to  aid with 

reproducibility,  relevant  analytical  assays were developed  for  the  characterization of preparation 
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intermediates, including fluorescence‐based protein quantitation150 and an assay for PEG content in 

liposomes151.  This chapter details this new methodology and the significant improvements it brings 

to the preparation of multivalent Ab‐LNPs of different valence.   

3.3  Materials and methods 

3.3.1  Materials 

The  following  lipids  were  obtained  from  Avanti  Polar  Lipids  (Alabaster  AL,  USA):  1,2‐

distearoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphocholine  (DSPC),  1,2‐distearoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphoethanolamine‐

N‐[methoxy(polyethylene  glycol)‐2000]  (DSPE‐PEG),  and  1,2‐distearoyl‐sn‐glycero‐3‐

phosphoethanolamine‐N‐[biotinyl(polyethylene  glycol)‐2000]  (DSPE‐PEG‐biotin).    [3H]cholesteryl 

hexadecyl ether ([3H]CHE) and Pico‐Fluor 15 scintillation fluid were from Perkin‐Elmer Life Sciences 

(Woodbridge  ON,  Canada).    NeutrAvidin  (Neut)  and  immobilized  iminodiacetic  acid  gel  were 

obtained from Pierce/Thermo Fisher Scientific (Rockford IL, USA).  Rituximab (Rtx) and trastuzumab 

(Trz)  were  obtained  from  the  BC  Cancer  Agency  pharmacy  (Vancouver  BC,  Canada).    N‐

Hydroxysuccinimide ester‐dPEG4‐biotin  (NHS‐PEG‐biotin) was purchased  from TimTec  (Newark DE, 

USA).   Disposable PD‐10 columns  (which contain Sephadex G‐25 medium) were obtained  from GE 

Healthcare  Life  Sciences  (Piscataway  NJ,  USA).    4‐Hydroxyazobenzene‐2‐carboxylic  acid 

(HABA)/avidin  reagent  was  purchased  from  Sigma‐Aldrich  (St.  Louis  MO,  USA)  as  a  lyophilized 

powder.   ATTO‐TAG 3‐(4‐carboxybenzoyl)quinoline‐2‐carboxaldehyde (CBQCA) was from  Invitrogen 

(Burlington ON, Canada).   Unless noted otherwise, all other  reagents were obtained  from Sigma‐

Aldrich and were of the highest quality available.   
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3.3.2  Preparation of Neutmicelles 

Separate micellar  suspensions of DSPE‐PEG and DSPE‐PEG‐biotin were prepared by gently 

dissolving the lipids in HBS (25 mM HEPES, 150 mM NaCl, pH 7.4).  The two suspensions were then 

mixed  in different mole  ratios of DSPE‐PEG  to DSPE‐PEG‐biotin corresponding  to different desired 

Neut‐LNP formulations.   Separately, with vortexing, the micellar suspension was slowly added to a 

threefold mole excess of Neut over DSPE‐PEG‐biotin.   Suspensions were vortexed  for 30 s  longer, 

then incubated for 30 min at room temperature with stirring. 

3.3.3  Preparation of NeutLNP 

Using  the  same  procedure  as  described  in  Section  2.3.2,  SUVs  composed  of  DSPC  and 

cholesterol  (Chol)  in a mole ratio of 2:1 and  labeled with [3H]CHE  (0.009 µCi/µmol  liposomal  lipid) 

were prepared by extrusion.    In all  cases when producing Neut‐LNPs,  the  total number of added 

moles of DSPE‐PEG + DSPE‐PEG‐biotin (in Neut‐micelles) was 4 % of the number of moles of DSPC (in 

SUV).  SUV and Neut‐micelles were heated separately in a 65 oC water bath for 10 min with stirring, 

then were combined with vortexing and incubated for 60 min with stirring.  After being allowed to 

return to room temperature (with stirring), Neut‐LNP preparations were purified on Sepharose CL‐

4B  columns  pre‐equilibrated  with  HBS.    Lipid  concentrations  were  determined  with  liquid 

scintillation counting, and Neut concentrations were determined using CBQCA (see below).   

The  number  of Neut molecules  per  SUV was  calculated  by  dividing  the  number  of Neut 

molecules per liter by the number of SUV per liter.  This latter quantity was calculated assuming that 

each DSPC molecule occupies 0.815 nm2 of surface area in the bilayer of DSPC/Chol (mole ratio 2:1) 

SUV144 and  that  the bilayer  thickness  in  these SUV  is 4.9 nm152.   For a 100‐nm diameter SUV,  this 

corresponds to 6.98 × 104 DSPC molecules per SUV.  The number of SUV per liter was calculated by 

dividing the number of DSPC molecules per liter by the number of DSPC molecules per SUV.   
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3.3.4  CBQCA  assay  for measuring protein  concentration  in  solution  or AbLNP 

suspension 

  Solutions of borate  (100 mM Na2B4O7•10H2O, pH 9.3) and KCN (20 mM) were prepared  in 

ultrapure water.   A KCN/borate solution was then prepared by mixing 25 volumes of borate and 1 

volume of KCN.   A 96‐well plate  layout was prepared  for each assay, which  included separate Rtx 

and Neut standards over appropriate concentration ranges, as well as triplicates of unknowns.   To 

each sample‐containing well, 130 µL of KCN/borate were added,  followed by 10 µL of standard or 

unknown sample.  Finally, a 40 mM stock solution of ATTO‐TAG CBQCA in dimethyl sulfoxide (DMSO) 

was diluted tenfold in borate, and 10 µL of the resulting solution were added to the wells.  The plate 

was  covered  with  aluminum  foil  and  incubated  for  1  h  at  room  temperature  with  shaking.  

Fluorescence  emission  intensities were  then measured  in  triplicate  at 550 nm with  an  excitation 

wavelength  of  465  nm  using  a  BMG  Labtechnologies  Fluorstar  plate  reader.    Unknown 

concentrations of Rtx and Neut were calculated from their respective standard curves.     

3.3.5  Ammonium  ferrothiocyanate  assay  for  measuring  polyethylene  glycol 

content in LNPs  

Ammonium ferrothiocyanate (AF) was prepared by dissolving 30.4 g of NH4SCN and 27.0 g of 

FeCl3•6H2O in ultrapure water to a final volume of 1.0 L.  Standard solutions of DSPE‐PEG (0 to 500 

µM) and DSPC (0 to 4.5 mM) were prepared from DSPE‐PEG micelles and DSPC/Chol (2:1) SUV.   In 

1.5 mL  Eppendorf  tubes,  500  µL  of  CHCl3 were  added,  followed  by  500  µL  of  AF  and  50  µL  of 

standard or unknown solution (assayed in triplicate).  Tubes were closed and mixed vigorously on a 

plate shaker for 30 min, then tubes were spun in a microcentrifuge at 13000 rpm for 2 min, and the 

lower CHCl3 layers (495 µL) were pipetted into separate Eppendorf tubes.  The absorbances of these 

CHCl3 solutions were measured at 530 nm.   The expected absorbances of the unknown samples  in 

the  absence  of  DSPE‐PEG  were  calculated  based  on  their  known  DSPC  concentrations  from 
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scintillation  counting,  and  excess  absorbances  at  530  nm  in  each  case  were  attributed  to  the 

presence of PEG.  PEG concentrations of the unknowns were calculated from the excess absorbance 

values.  

3.3.6  Ab  biotinylation  on  a  nickel  immobilized metal  affinity  chromatography 

column 

Immobilized iminodiacetic acid gel was transferred into a 1.5 mL polypropylene column to a 

final  gel  bed  volume  of  500  µL  then  rinsed with  5.0 mL  of  ultrapure water.    The  gel was  then 

chelated with nickel by adding 5.0 mL of 50 mM ammonium nickel(II) sulfate and washed with an 

additional 5.0 mL of water.  If not used immediately, the resultant nickel immobilized metal affinity 

chromatography (NIMAC) columns were stored at 4 oC in 0.02 % sodium azide.  Otherwise, columns 

were equilibrated with 5.0 mL binding buffer  (BB; 25 mM HEPES, 1 M NaCl, pH 7.4).   Separately, 

500µL of 10 mg/mL Rtx were added to 1250 µL of 2x BB and 750 µL of ultrapure water.  For future 

analysis, 100 µL of  this solution were set aside, and  the  remaining 2400 µL were  loaded onto  the 

column by eluting the solution through the gel bed twice.   The column was then washed with 4 x 

500 µL BB.   For biotinylation,  the desired mole excess of NHS‐PEG‐biotin with  respect  to Ab was 

measured from a stock DMSO solution and was diluted to 1.0 mL in cold BB.  The concentration of 

NHS‐PEG‐biotin was equilibrated across the column by adding 500 µL of the solution to the column, 

allowing the eluent to drain into the NHS‐PEG‐biotin solution, vortexing briefly, then another 500 µL 

aliquot was added to the column.  After five such aliquots, the entire 1.0 mL was added and allowed 

to drain from the column by gravity for 45 min, with the column being refilled as necessary with the 

drained solution.  Next, the column was washed with 5 x 500 µL BB to remove NHS‐PEG‐biotin.  Rtx 

was either eluted with imidazole or ethylene diamine tetraacetic acid (EDTA).  For imidazole elution, 

the  column was  treated with  3  x  500  µL  elution  buffer  (EB;  25 mM HEPES,  1 M NaCl,  200 mM 

imidazole, pH 7.4).  A final 500 µL aliquot of EB was passed through the column three times, and the 
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four resulting fractions were pooled.  For elution with EDTA, the column was treated with 4 x 500 µL 

stripping buffer  (SB; 25 mM HEPES, 1 M NaCl, 50 mM  EDTA, pH 7.4)  and  all  four  fractions were 

pooled.   The concentration of Rtx was measured using the CBQCA assay and the number of biotin 

groups  per  Rtx molecule was  calculated  using  HABA/avidin  (see  below)  and  CBQCA  assay  data.  

Columns were stripped of Ni2+ by treating with a total volume of 5.0 mL SB, then re‐chelated with 

nickel and stored as described above.   

3.3.7  Ab biotinylation in solution 

As in the NIMAC procedure above, 500µL of 10 mg/mL Rtx were added to 1250 µL of 2x BB 

and  750  µL  of  ultrapure  water.    Depending  on  the mole  excess  of  NHS‐PEG‐biotin  to  Ab,  the 

appropriate volume of a stock solution of NHS‐PEG‐biotin in DMSO was measured and diluted to 1.0 

mL  in  cold  BB.    The  Rtx  and  NHS‐PEG‐biotin  solutions  were  combined  and  incubated  at  room 

temperature for 1 h with stirring.  Biotinylated Rtx was purified on a PD‐10 column pre‐equilibrated 

with  BB.    Fractions  (500  µL)  were  obtained  and  Rtx‐containing  fractions  (as  determined  by 

measuring absorbances at 280 nm) were pooled.  The number of biotin groups per Rtx molecule was 

calculated as per the NIMAC method. 

3.3.8  HABA/avidin assay for measuring the extent of Ab biotinylation 

HABA/avidin reagent was reconstituted with ultrapure water according to the instructions of 

the manufacturer.    Biotin  standards  ranging  from  0  to  150  µM were  prepared  in  BB,  EB,  or  SB 

depending on  the method of biotinylation and elution  (see above).    In a 96‐well plate, 140 µL of 

HABA/avidin solution were added to wells as required, and the absorbances of all wells were read at 

500 nm  in  triplicate using a Thermo Scientific absorbance microplate reader.   Next, 10 µL of each 

standard or unknown sample (assayed in triplicate) were added to the wells.  The plate was shaken 

on  a  plate  shaker  for  3 min  and  the  absorbances were  read  again  at  500  nm  in  triplicate.    The 
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average absorbance of each well after sample addition was subtracted from the absorbance before 

to obtain A, which was plotted against biotin  concentration  to generate a  standard  curve.   The 

number of biotin groups per Rtx molecule was obtained by dividing the biotin concentration by the 

Rtx concentration obtained from the CBQCA assay.   

3.3.9    Coupling of Rtxbiotin to NeutLNP to create RtxLNP   

Based on the desired mole ratio of Rtx‐biotin to Neut (in Neut‐LNP), the necessary volume of 

Neut‐LNP was added dropwise with vortexing to a solution of Rtx‐biotin prepared using the NIMAC 

procedure above.  The coupling reaction was allowed to proceed at 4 oC with stirring for 1 to 72 h.  

The resulting Rtx‐LNPs were purified over Sepharose CL‐4B columns pre‐equilibrated with HBS.  The 

mean  vesicle  diameter  of  Rtx‐LNP was  between  125  and  140  nm  as  determined  by QLS.    Lipid 

concentrations  in  Rtx‐LNPs  were  determined  with  respect  to  Neut‐LNP  by  liquid  scintillation 

counting, and protein concentrations were measured using CBQCA.   The concentration of Neut  in 

Rtx‐LNP was calculated from lipid concentrations by assuming no change in the Neut‐to‐DSPC ratio 

as a  result of  coupling.   The expected  contribution  to  the CBQCA  signal by Neut was determined 

based on the Neut standard curve, and the excess signal was attributed to Rtx, whose concentration 

was calculated from this excess signal.   The number of Rtx molecules per Rtx‐LNP was determined 

using the same assumptions as for Neut‐LNP above (Section 3.3.3).   

3.4  Results 

3.4.1  Overview of  the  improved methodology  for creating AbLNPs of different 

valence 

Given  the  considerations  outlined  in  Section  3.2,  we  have  developed  and  optimized  an 

improved methodology  for  producing  smaller  amounts  of  several  different Ab‐LNP  valences  in  a 
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manner that is time‐efficient, reproducible, and that results in high yields of coupled Ab.  Table 3.1 

shows  that  the new methodology provides  yields of  coupled Ab  as high  as  80% with  far  less Ab 

modification compared to the previous post‐insertion method, which produces overall yields of 59%. 

 

Table 3.1  Comparison of Ab yields between current and previous methods of Ab‐LNP productiona. 

Improved biotin‐Neut 
methodology (Figure 3.1) 

Recovered Ab / %  Cumulative yield / %  Notes 

Ab biotinylation (NIMAC)  96 ± 6  96 ± 6  1‐2 biotin groups per Ab 

Coupling to Neut‐LNPb  84 ± 6  80 ± 7  Ab loss from purification 
only 

Previous thiol‐Mal 
post‐insertion method 

Recovered Ab / %  Cumulative yield / %  Notes 

Ab thiolation
c  80 ± 4  80 ± 4  3‐7 thiol groups per Ab 

Coupling to micelles 
and post‐insertion of Abd 

74 ± 6  59 ± 6 
Ab loss from incomplete 
coupling, post‐insertion, 

and purification 
aAll values are averaged over three experiments and are ± SD. 
bMole ratio of Rtx‐biotin to Neut = 0.5; coupling time = 72 h. 
cUsing Traut’s reagent  followed by purification over a PD‐10 column;  information  from the manufacturer states that 70‐
95% recovery is typical. 
dAb‐to‐DSPC  ratio  after  purification  was  ~88%  of  the  input  amount,  consistent  with  Ishida  et  al.142,  representing 
incomplete  coupling and post‐insertion.   Ab  (coupled  to  liposomes) was also  subsequently  lost during purification on a 
Sepharose CL‐4B column.  

 

Figure  3.1  summarizes  the  five  major  steps  of  methodology,  and  the  ensuing  sections 

describe  them  in  greater  detail.    First,  [1]  DSPE‐PEG  and  DSPE‐PEG‐biotin  are  dissolved  in  HBS, 

producing a suspension of micelles.  [2] Biotin present on the micelles is saturated with an excess of 

Neut, a deglycosylated analog of streptavidin with  low nonspecific binding.    [3] Micellar  lipids and 

Neut‐lipid  complexes  become  post‐inserted  into  the  outer  leaflet  of  SUVs  to  produce Neut‐LNP.  

SUVs are composed of DSPC/Chol (mole ratio 2:1; Chol not shown), and Neut is post‐inserted rather 

than Ab, which eliminates Ab wastage during post‐insertion.  [4] Separately, Ab is biotinylated on a 

NIMAC support to produce Ab‐biotin, resulting in well‐controlled and reproducible Ab modification 

with  very  high  Ab  recovery.    [5]  Ab‐biotin  and  Neut‐LNP  are  combined,  producing  Ab‐LNPs  of 

defined valence. 
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Figure 3.1  Overview of the improved methodology for preparing multivalent Ab‐LNPs. 

Please see text for details. 

 

3.4.2  Preparation of NeutLNP and measurement of protein content 

Initially, a mixture of DSPE‐PEG and DSPE‐PEG‐biotin was post‐inserted  into SUVs to create 

biotin‐LNPs with different numbers of biotin groups per LNP.   Separately, Ab was biotinylated and 
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saturated with Neut to make Ab‐Neut, which was then coupled to the various biotin‐LNPs to create 

Ab‐LNPs of different valence.   This approach was problematic, however, since each Neut molecule 

contains  four biotin‐binding  sites, and adding Neut  to Ab‐biotin  resulted  in a mixture of Ab‐Neut 

species  containing between 0 and 4 Ab molecules per Neut.   Yields were  reduced because  (Ab)4‐

Neut  could not bind  to biotin‐LNP,  and  separation of  (Ab)4‐Neut  and  free Neut  from  the desired 

species was  inefficient.   Moreover, some Ab molecules contained more than one biotin group and 

thus  bound more  than  one Neut molecule,  resulting  in  a  complex mixture  of  adducts  (data  not 

shown). 

It was  therefore more efficient  to couple Neut  to DSPE‐PEG‐biotin.   Before post‐insertion, 

biotin‐micelles were saturated with a threefold excess of Neut, forming Neut‐micelles (reaction [2] 

in Figure 3.1).  For post‐insertion, a total of 4 mol % PEGylated lipid was added with respect to DSPC; 

this percentage was selected on the basis that higher amounts of DSPE‐PEG (above ~7 %) are known 

to result in unwanted effects such as dissociation back to DSPE‐PEG micelles153.  The number of Neut 

molecules added per SUV was controlled by preparing Neut‐micelles containing different  fractions 

of DSPE‐PEG‐Neut with respect to DSPE‐PEG (reaction [3]  in Figure 3.1) and several different post‐

insertion reactions were carried out simultaneously.  Using this strategy, Figure 3.2A shows that the 

number of added Neut molecules per SUV can be controlled  in a precise manner.   The number of 

Neut molecules per Neut‐LNP depended on  the  initial mole percent of DSPE‐PEG‐biotin used; 11 

Neut per Neut‐LNP were obtained using 0.5 mole % DSPE‐PEG‐biotin, while the number of Neut per 

Neut‐LNP increased to 130 when 20 mole % DSPE‐PEG‐biotin was used (p < 0.05 between all pairs of 

shown conditions).   
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Figure 3.2  Control over Neut and PEG content during the preparation of Neut‐LNPs. 

(A) The number of Neut molecules per Neut‐LNP (product of step [3] in Figure 3.1) can be controlled by varying the mole 

percent  of  DSPE‐PEG‐biotin  present  in  biotin‐micelles  (step  [1]).    (B)  The  Neut  content  of  Neut‐micelles  does  not 

significantly  influence  the  total  amount  of  post‐inserted  PEGylated  lipid  in  Neut‐LNP;  in  all  cases,  approximately  4 % 

PEGylated lipid was added with respect to DSPC.  Values for mole % DSPE‐PEG‐biotin in (A) and (B) are with respect to the 

total number of moles of PEGylated lipid (DSPE‐PEG + DSPE‐PEG‐biotin). 

 

Protein content in Neut‐LNP and in all other cases was measured with the CBQCA assay (see 

Section 3.3.5).   The direct advantage of employing this fluorescence‐based assay is that there is no 

interference  from  liposomes  or micelles.      To  verify  the  lack  of  interference, mixtures  of  known 

amounts of DSPC/Chol SUV, DSPE‐PEG, and Ab were  created  in various  combinations, and  it was 

found  that Ab concentrations obtained were equivalent  regardless of  the presence of  lipids  (data 

not shown).   This  is  in contrast  to other protein assays such as  the bicinchoninic acid  (BCA) assay 

(see Section 2.3.2), an absorbance‐based assay which  is  commonly employed  to measure protein 

content  in  liposomes154,  155,  although  variable  levels  of  interference  from  lipids  are  commonly 

observed, even in the presence of detergents156, 157. 

3.4.3  Direct measurement of levels of postinserted polyethylene glycol in Neut

LNP 

To enhance the reproducibility of the procedure by thoroughly characterizing  intermediate 

products,  the PEG content of Neut‐LNP was also quantified  following post‐insertion.   For  this, we 

developed an assay for the direct measurement of PEG content  in Neut‐LNP or Ab‐LNP based on a 
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method originally described for quantifying PEG  in PEGylated proteins151 (see Section 3.3.6).   Table 

3.2 shows the PEG content during a sample purification of Neut‐LNP, and as expected, the fractions 

with  the  largest  mean  diameter  (those  containing  the  most  PEG)  were  eluted  first  from  the 

Sepharose CL‐4B column.  The pooled fraction contained close to the amount of PEGylated lipid that 

was input (4 % with respect to DSPC).  As shown in Figure 3.2B, analysis of other samples indicated 

that  the PEG  content was  consistently  in  this  range  (3.5–4.1 mole % PEG with  respect  to DSPC), 

regardless of the mole % of DSPE‐PEG‐biotin initially used (p > 0.05 for all pairs of shown conditions 

in Figure 3.2B, except between 0.5 and 5 mole % DSPE‐PEG‐biotin, where p < 0.05).  This assay was 

also verified by mixing different known quantities of DSPC/Chol SUV and DSPE‐PEG micelles, and 

excellent  agreement  (within  5 %) was  found  between  the measured  and  known  values  for  PEG 

concentrations with respect to DSPC (data not shown). 

 

Table 3.2  PEG content of 0.5 mL fractions during purification of Neut‐SUVa. 

Column 
fraction 

[DSPC] 
/ mM 

Mole % PEG
wrt DSPCb 

Column 
fraction 

[DSPC] 
/ mM 

Mole % PEG
wrt DSPCb 

1  3.5 ± 0.3  4.4 ± 0.4  5  5.0 ± 0.4  3.7 ± 0.4 

2  9.0 ± 0.7  4.4 ± 0.4  6  3.2 ± 0.3  3.7 ± 0.4 

3  9.8 ± 0.7  3.9 ± 0.4  pooled  6.7 ± 0.4  3.8 ± 0.4 

4  6.2 ± 0.5  3.8 ± 0.4 
 
aAll values are ± SD. 
bwrt: with respect to. 

 

3.4.4  Ab  biotinylation  on  a  nickel  immobilized metal  affinity  chromatography 

support 

A major drawback of thiol‐maleimide chemistry is the need to extensively thiolate the Ab, as 

outlined above.   To minimally biotinylate the Ab  in a well‐controlled manner before coupling  it to 

Neut‐LNP,  the water‐soluble  compound  NHS‐PEG‐biotin was  employed.   When  the  biotinylation 

reaction was carried out in solution, variable results were obtained in terms of the number of biotin 
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groups  per  Ab  molecule,  so  to  enhance  yields  and  reproducibility,  an  alternative  strategy  was 

employed which made use of a NIMAC support149 (reaction [4] in Figure 3.1).   

A schematic of the biotinylation process using the NIMAC column is shown in Figure 3.3A & 

B.  Loading takes place by eluting the Ab solution through the NIMAC support, and the Ab contains a 

highly  conserved  cluster  of  histidine  residues  that  binds  specifically  to Ni2+  on  the  column158, 159.  

Biotinylation of the  immobilized Ab then occurs by eluting an NHS‐PEG‐biotin solution through the 

column,  and  purification  consists  of  simply  washing  the  column.    Ab  can  be  eluted  either  by 

treatment with a solution containing imidazole (the side chain of histidine), which competes with Ab 

binding to Ni2+, or through treatment with EDTA, which removes Ni2+ along with the bound Ab.  No 

differences were found between imidazole and EDTA elution in terms of yield of recovered Ab‐biotin 

or in terms of the ability of Ab‐biotin to bind to Neut‐LNP (data not shown).  Imidazole elution was 

therefore employed to avoid contamination with Ni2+, whose toxicity is well documented160.  It was 

also  found  that  imidazole  does  not  interfere  with  the  CBQCA  or  HABA/avidin  assays  (data  not 

shown).   Overall,  imidazole elution  resulted  in very high  recovery of Ab  (96 %; Table 3.1) and  the 

entire  biotinylation  scheme  takes  place  under  very mild  conditions  (room  temperature,  pH  7.4), 

important for the conservation of Ab structure and function.   

Figure 3.3C compares the number of biotin groups added per Rtx molecule under conditions 

of different excesses of NHS‐PEG‐biotin, using either the NIMAC support (black bars) or by carrying 

out  the  reaction  in  solution  (white  bars).    In  general,  the  degree  of Rtx  biotinylation  in  solution 

increased  substantially with  the  excess  of  NHS‐PEG‐biotin, whereas  biotinylation  on  the  NIMAC 

column resulted in more mild increases.  When biotinylation was carried out in solution, the number 

of biotin groups per Rtx increased from 0.23 to 16 (~70‐fold) from a 5‐fold molar excess of NHS‐PEG‐

biotin to a 50‐fold excess  (p < 0.05 between all pairs of conditions  in solution).   When the NIMAC 

column was employed instead over the same range of NHS‐PEG‐biotin concentrations, the number 

of biotin groups per Rtx molecule increased from 0.90 to 3.8 (~4‐fold; p > 0.05 between 5‐ and 10‐
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fold excesses,  and p < 0.05 between  the 10‐fold  and higher excesses).   Greater  control over  the 

biotinylation  process was  therefore  achieved  using  the  NIMAC  column  compared  to  reaction  in 

solution,  since  small  unavoidable  variations  in  reagent  concentrations  do  not  produce  large 

fluctuations in the degree of biotinylation using NIMAC, resulting in a more reproducible procedure. 

 

 

 

Figure  3.3    Ab  biotinylation  on  a NIMAC  column  allows  for  easy  purification,  high  recovery,  and  precise  degree  of 

biotinylation.   

(A) Schematic representation of biotin concentration in the eluent and (B) mass of immobilized Rtx on the NIMAC column 

as a function of the total volume eluted through the column during biotinylation.  During loading, Rtx in solution binds to 

immobilized Ni
2+ on the column.  Reaction with Rtx takes place by allowing a solution of NHS‐PEG‐biotin to flow through 

the column, then it is washed away.  Finally, Rtx elution is performed with a solution containing imidazole, which releases 

biotinylated Rtx from the column.   (C) The number of biotin groups added per Rtx molecule is shown for different excesses 

of NHS‐PEG‐biotin.  Black bars: NIMAC column; white bars: biotinylation in solution. 
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  In order to minimize the overall modification of Rtx and to obtain the most homogeneous 

Rtx‐biotin preparation, biotinylation on  the NIMAC  support was henceforth performed with a 10‐

fold molar excess of NHS‐PEG‐biotin with respect to Rtx.   This resulted  in high yields of samples of 

Rtx‐biotin containing, on average, between 1 and 2 biotin groups per Rtx molecule (Figure 3.3C). 

3.4.5  Different AbLNP  valences  are  achieved  by  taking  advantage  of  the  slow 

association dynamics between Abbiotin and NeutLNP 

The final step in creating Ab‐LNPs involved coupling Ab‐biotin to Neut‐LNP.  In carrying out 

this coupling reaction, it was uncovered that the association of Rtx‐biotin and Neut‐LNP is actually a 

relatively slow process; the amount of bound Rtx‐biotin continued to  increase up to 72 h after the 

start of coupling.   This was surprising since  the  interaction between biotin and Neut  is one of  the 

strongest noncovalent  interactions known (KD = 10
‐15 M)161, and mixing Rtx‐biotin and free Neut  in 

solution often causes the immediate formation of a precipitate, indicating very rapid association.   

This  significant  reduction  in  coupling  dynamics  has  not  been  previously  described  in  a 

parallel application, and it is a key feature of the methodology described here.  It provides a practical 

way  of  obtaining  different  valences  of  Ab‐LNPs:  fractions  of  the  same  coupling  reaction  can  be 

stopped at  consecutively  longer  time points,  resulting  in  successively higher valences.   Figure 3.4 

shows three different sets of reaction conditions (mole ratios of added Rtx‐biotin to Neut), and in all 

cases, the number of moles of Rtx‐biotin associated to Neut‐LNP increased from an incubation time 

of 1 h to 72 h.  For example, when the added mole ratio of Rtx‐biotin to Neut (in Neut‐LNP) was 0.5, 

the mole ratio of coupled Rtx to Neut (in Rtx‐LNP) was 0.25 after 1 h and 0.47 after 72 h (p < 0.05); 

when the added Rtx‐biotin to Neut mole ratio was increased to 2.0, the coupled mole ratio of Rtx to 

Neut was 0.28 after 1 h and 1.4 after 72 h  (p < 0.005).   The slow kinetic of association  therefore 

provide great versatility to the methodology since many different Ab‐LNP valences can be prepared 

from one or two Neut‐LNP preparations and one sample of Ab‐biotin. 
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Figure 3.4  Control over the valence of Rtx‐LNP when coupling Rtx‐biotin to Neut‐LNP. 

The final valence of Rtx‐LNP can be controlled by both the added mole ratio of Rtx‐biotin with respect to Neut (in Neut‐

LNP) and the length of time that the coupling reaction is allowed to proceed.  Note that for each value on the horizontal 

axis, a 100 % coupling efficiency  is represented by  the same value on  the vertical axis.   Reaction  times: black bars: 1 h; 

white bars: 24 h; hatched bars: 48 h; dotted bars: 72 h.  

 

Figure  3.4  indicates  that  in  general,  for  equivalent  reaction  times  of  24  h  or  longer,  the 

amount of associated Rtx‐biotin increases when higher excesses of Rtx‐biotin (with respect to Neut) 

are added.   Using  these higher mole excesses, however, had  the disadvantage of  lower yields;  in 

general,  the  coupling  efficiency  increased  as  less  Rtx‐biotin  was  added  with  respect  to  Neut.  

Importantly, coupling efficiencies close to 100% (represented by equal values on the horizontal and 

vertical axes) were obtained at a mole ratio of Rtx‐biotin to Neut of 0.5 and by allowing the reaction 

to proceed for 72 h.  (A 100% coupling efficiency does not represent a 100% yield since Ab, coupled 

to Ab‐LNP, will invariably be lost during ensuing purification.)   

Figure 3.4 also  shows  that although Neut has  four biotin‐binding  sites  (three available  to 

bind to Rtx‐biotin), Neut‐LNP bound a maximum of 1.4 Rtx‐biotin molecules per Neut.  Although this 

stoichiometry likely resulted from PEG blocking the biotin‐binding sites on Neut148, one concern was 
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that aggregation might occur over time from unbound biotin groups on Rtx‐biotin and free biotin‐

binding sites on Neut.   Thus  in an effort  to reduce  the available biotin‐biding sites, some samples 

were prepared where  excess  free biotin was  added  at  the end of  coupling  and  incubated  for 1h 

before purification.  Over the course of one month, the sizes of Rtx‐LNPs prepared with or without 

addition of biotin were measured at regular  intervals and were  found  to remain constant at ~130 

nm  (data not shown).   The ability of both  types of preparations  to  induce apoptosis  in  lymphoma 

cells was also found to be similar and we therefore concluded that Rtx‐LNPs were stable without the 

addition of excess biotin. 

 

3.5  Discussion and conclusions 

3.5.1  Discussion 

The  work  described  in  this  chapter  has  uncovered  that  the  kinetics  of  the  association 

between biotinylated protein and PEGylated  liposomes containing an avidin analog are surprisingly 

slow.   The  slow association kinetics  comprise a  central  feature of  the  improved methodology  for 

preparing  Ab‐LNPs  described  here.    The  use  of  avidin‐biotin  interactions  to  couple  proteins  to 

liposomes  is not a new  concept, but one  reason why  the  slow kinetics have not been previously 

described may  be  that,  by  and  large,  this  type  of  coupling  has  been  performed  using  liposomes 

lacking PEG147, 162, 163.    In aqueous  solution, however, a  similar phenomenon  involving biotinylated 

PEG  and  avidin has been  attributed  to  a  steric effect where  the PEG  chains effectively block  the 

biotin‐binding sites on  the avidin molecules148.   One unanswered question  is how  the presence of 

PEG on  the  liposome affects  the kinetics of other  types of  coupling  reactions,  such as  those  that 

employ thiol‐maleimide chemistry. 
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The  effect of PEG blocking  lends  significant  efficiency  to  the methodology because many 

different valences can be produced from single batches of Neut‐LNP and Ab‐biotin; the two reagents 

need only be mixed in different proportions and incubated for different times between 1 h and 72 h 

to produce different valences (Figure 3.4).  This is in contrast to having to prepare a different Neut‐

LNP for every desired valence, which would be significantly more cumbersome and time‐consuming.  

It should be noted that one case where this more time‐consuming strategy would be desirable is a 

situation of severely  limited Ab availability; this  is because the reaction conditions  leading to 100% 

coupling efficiencies could be employed  for every valence  (mole  ratio of Ab‐biotin  to Neut = 0.5; 

Figure  3.4).    Overall,  the  methodology  is  therefore  versatile  and  easily  adaptable  to  different 

circumstances of time and Ab availability.   

Two other  features of  the methodology  also  served  to  improve  the  yields of  coupled Ab 

(Table 3.1) and the reproducibility of the procedure: elimination of thiol‐maleimide chemistry, and 

use of  the NIMAC support  to biotinylate  the Ab.   The NIMAC column enabled a very high yield of 

recovered biotinylated Ab (96 %) as well as a more homogeneous product with only 1 to 2 modified 

amine groups per Ab  (using a 10‐fold excess of NHS‐PEG‐biotin; Figure 3.3) compared  to 3‐7  thiol 

groups per Ab using thiol‐maleimide coupling.   The NIMAC method also has the advantage of very 

mild reaction and elution conditions; unlike the thiol‐maleimide method, all steps take place at pH 

7.4 at room temperature, which may aid in the conservation of native Ab structure.   

As shown in Table 3.1, thiol‐maleimide coupling followed by post‐insertion of Ab may exhibit 

a  high  coupling  efficiency,  but  the  start‐to‐finish  yield  of  Ab  is  much  lower.    Replacing  thiol‐

maleimide chemistry also improved reproducibility due to the inherent problem that only one DSPE‐

PEG‐maleimide molecule  is  required  per Ab,  but  higher‐order  adducts  inevitably  result  since  the 

reaction must be carried out under an excess of DSPE‐PEG‐maleimide142.   Exposed thiol groups on 

the Ab are also known  to undergo oxidation  into disulfide bonds164, which along with  the higher‐

order  adducts,  not  only  affect  Ab  structure  and  function  but  also  constitute  mechanisms  of 
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interliposomal crosslinking.   A  further problem  is  that maleimide groups are particularly prone  to 

hydrolysis at elevated temperatures (such as 65 oC, used for extrusion) and at pH levels above 7 (ref. 

165).   With  the  improved  methodology,  the  issues  of  nonhomogeneous  thiolation  and  adduct 

stoichiometry,  disulfide  bond  formation,  and  maleimide  hydrolysis  have  been  eliminated  and 

reproducibility has been improved. 

The  improved Ab‐LNP preparation methodology may serve to  identify therapeutic Abs that 

are more efficacious in a multivalent configuration and to identify the optimal valence of such Abs; it 

has been estimated that valences up to ~400 (200 IgG) can theoretically be achieved on a 100 nm‐

diameter  liposome141  although  the  highest  valence  achieved  in  sufficient  yield with  the  current 

improved methodology was 250.  Optimal valence information can be translated into non‐liposomal 

multivalent Ab constructs where it might otherwise be more difficult or time‐consuming to produce 

many different valences.  These alternative multivalent Ab constructs may include Ab‐coupled gold 

nanoshells96,  Ab‐dendrimer  conjugates95,  polymeric  nanoparticles166,  or  different  types  of 

multifunctional  nanoparticles167.    Using  liposomes  to  create  multivalent  Abs  also  does  not 

necessarily  exclude  the  possibility  of  their  application  to  immunoliposomes  that  contain 

encapsulated drug.    Indeed,  it should be noted  that  the methodology would be very useful  in  the 

development of  targeted  liposomal  formulations where  the effects of varying  the protein‐to‐lipid 

ratio are being studied.       

3.5.2  Conclusions 

The  methodology  described  above  provides  a  means  of  studying  therapeutic  Ab 

multivalency  in order  to determine whether Abs under development may be more efficacious as 

multivalent  rather  than  bivalent  molecules.    Compared  to  previous  methods,  the  improved 

methodology  described  here  is more  time‐efficient  and  reproducible,  and  also  results  in  higher 

yields of coupled Ab.  With this optimized methodology, studies which examine how the valence of a 
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therapeutic Ab affects its efficacy can now be carried out.  For example, the different valences of Ab‐

LNP  can be  employed  to  identify  the optimal  valence of  the Ab  and  to probe  the mechanism of 

action  of  the  multivalent  drug.    The  resulting  information  could  potentially  be  applied  to  the 

development of different liposomal and non‐liposomal multivalent therapeutic Abs.  
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4  Unique biological properties of rituximablipid nanoparticles 

4.1  Synopsis 

This chapter examines the properties of different valences of Rtx‐LNPs prepared using  the 

improved methodology described  in Chapter 3.   These properties  include binding characteristics to 

CD20+ lymphoma cells, distribution of Rtx‐LNPs on the cell surface, modulation of CD20 expression, 

cytotoxicity of the constructs, and ability of the different valences to directly induce apoptosis.  

4.2  Background 

4.2.1  Properties of different types of multivalent antiCD20 Abs 

Various designs of multivalent  anti‐CD20 Abs have been described,  and  in  general,  these 

constructs exhibit superior binding to target cells as well as elevated therapeutic activity in vitro and 

in some cases in vivo.  Evidence of superior binding to CD20+ lymphoma cells has been provided by 

multivalent  Rtx  constructs  such  as  multivalent  Rtx‐gold  nanoshells96  and  anti‐CD20  multivalent 

branched copolymer‐Fab conjugates15.  Enhanced binding is consistent with the increased avidity of 

multivalent ligands that is usually observed, as described in Section 1.6.  In spite of observations of 

improved binding,  studies are  scarce  regarding  the  specific  interaction of  the multivalent Ab with 

the target on the cell surface.   For example, when the multivalent Ab  is bound to the cell,  it  is not 

known whether all Ab molecules  in  the construct are bound  to CD20, or  if  there  is a  fraction  that 

remains unbound. 

Several  studies  have  described  therapeutic  improvements  in  multivalent  Rtx  constructs 

compared to bivalent Rtx, and  it  is generally understood that this results from hypercrosslinking of 

CD20 in the plasma membrane.  Ghetie et al. created tetravalent Rtx and F(ab′)2 homodimers, which  
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inhibited  the  growth of  several different B‐lymphoma  cell  lines  in  vitro  through  the  induction of 

apoptosis, while monomeric Rtx had no such effect.  Apoptosis did not depend on the presence of Fc 

receptors nor on the density of cell‐surface CD20 on the target cells, and Rtx homodimers sensitized 

drug‐resistant  CD20+  B‐lymphoma  cells  to  chemotherapy88.    Zhang  and  colleagues  prepared  Rtx‐

dextran polymers (valence ~10) which induced significantly elevated apoptosis in several CD20+ cell 

lines but not in CD20– lymphoma cell lines.  This polymer also showed an extended circulation half‐

life  compared  to  bivalent  Rtx  as  well  as  producing  a  marked  regression  in  CD20+  lymphoma 

xenografts, while Rtx dimer and monomer showed  little effect  in vivo75.   Trivalent and  tetravalent 

Rtx  constructs  obtained  through  protein  engineering  were  prepared  by  Miller  et  al.;  many 

configurations of constructs were prepared with tandem Fab repeats (with or without Fc regions) in 

order  to mimic  crosslinked Rtx.   Bivalent  Rtx  induced  low  levels  of  apoptosis while many  of  the 

multivalent  constructs  induced  elevated  apoptosis without  crosslinking89.    A  final  example  from 

Rossi  and  colleagues  involves  the  use  of  a  technique  known  as  the  Dock‐and‐Lock method  for 

creating  hexavalent  anti‐CD20  constructs  that  comprise  six  Fab  fragments  and  one  Fc  fragment.  

These constructs inhibited proliferation in CD20+ lymphoma cells without a crosslinking Ab, and they 

induced ADCC although CDC was completely abolished90.   

These  studies  demonstrate  clear  benefits  to  employing  multivalent  Rtx  constructs  as 

opposed  to  bivalent  Rtx.    Importantly,  nearly  all  reports  on  multivalent  Rtx  have  employed 

constructs  with  valences  that  generally  do  not  exceed  10.    Higher  valences  are  occasionally 

employed when different types of nanoparticle formulations are saturated with Ab, but the valences 

of such constructs are undefined and/or quite heterogeneous.   Multivalent Rtx‐LNPs, on the other 

hand, represent constructs of defined valence, and valences as high as 250 have been obtained  in 

sufficient quantities for in vitro experiments.   
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4.2.2  Hypotheses  concerning  the  observed  increases  in  apoptosis  induced  by 

RtxLNP  

Previous work has shown that Rtx‐LNPs of valence ~90 induce significantly elevated levels of 

apoptosis  in  target  lymphoma  cells  compared  to  bivalent  Rtx  (Fig.  2.2C &  D)7, 16.  There  are  two 

possible scenarios with respect to this observed enhancement of the direct mechanism of action: (1) 

the chemical modification imparted on the Ab and coupling to liposomes induces an increase in the 

apoptotic potency of the Ab itself, or (2) the multivalent Ab, through hypercrosslinking of its target 

in  the  plasma  membrane,  is  responsible  for  the  enhanced  apoptosis  through  an  undefined 

mechanism.   For equivalent doses of Rtx, scenario  (1) would result  in equal amounts of apoptosis 

induced by Rtx‐LNPs of different valence because the effect is due specifically to the Ab; this would 

result  in  valence‐independent  levels  of  apoptosis.   On  the  other  hand,  scenario  (2) would  show 

valence‐dependent  apoptosis  levels  because  the  valence  is  correlated  with  the  degree  of 

crosslinking that the Ab is able to impart; higher valences can hypercrosslink more appreciably than 

lower valences.   

These  scenarios  can  be  tested  by  creating  Rtx‐LNPs  of  different  valence  using  the 

methodology  described  in  Chapter  3  and  adding  them  to  CD20+  lymphoma  cells  to  determine 

whether the resulting  levels of apoptosis are valence‐independent or ‐dependent.   With the ability 

to reproducibly prepare specific valences over a wide range (2 to 250), we are able to carry out one 

of  the  first  studies  that  systematically  examines  the  effects  of  increasing  degrees  of  target 

hypercrosslinking brought about by different valences of multivalent Abs. 
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4.3   Materials and methods 

4.3.1  Materials 

Rituximab (Rtx) and trastuzumab (Trz) were obtained from the BC Cancer Agency pharmacy 

(Vancouver  BC,  Canada).    Hanks’  balanced  salt  solution  (modified,  without  phenol  red)  was 

purchased  from  Stemcell  Technologies  (Vancouver  BC,  Canada).    AlamarBlue,  Annexin‐V  binding 

buffer,  recombinant  human  Annexin‐V  labelled with  fluorescein  isothiocyanate  (Annexin‐V‐FITC), 

and an Alexa Fluor 647  (A647) monoclonal antibody  labeling kit were  from  Invitrogen  (Burlington 

ON,  Canada).    FITC‐labeled  anti‐Rtx  Ab  (FITC‐anti‐Rtx),  A647‐labeled  monoclonal  anti‐CD20  Ab 

(A647‐mCD20),  and  A647‐labeled mouse  IgG2a  negative  control  Ab  (A647‐neg)  were  from  AbD 

Serotec  (Kidlington, UK).   Glass  cover  slips  (8 mm)  and  paraformaldehyde were  purchased  from 

Electron  Microscopy  Sciences.    Phycoerythrin‐conjugated  anti‐human‐IgG  Ab  (PE‐anti‐IgG)  and 

polyclonal  anti‐CD20  Ab  were  purchased  from  Santa  Cruz  Biotechnology  (Santa  Cruz  CA,  USA).  

FluorSave  reagent was obtained  from Calbiochem  (Billerica MA, USA). Unless noted otherwise, all 

other reagents were obtained from Sigma‐Aldrich and were of the highest quality available.   

4.3.2  Cell lines 

Ramos cells (a Burkitt’s lymphoma cell line) were a kind gift from Dr. Robert Kay (Terry Fox 

Laboratory, Vancouver BC, Canada), and Z138 mantle cell lymphoma cells were generously provided 

by  Dr.  Zeev  Estrov  (University  of  Texas)  and  previously  characterized127.    Both  cell  lines  were 

maintained  in  RPMI  1640  medium  from  Stemcell  Technologies  (Vancouver  BC,  Canada) 

supplemented with 10 % (v/v) fetal bovine serum and 2 mM L‐glutamine from Invitrogen, as well as 

penicillin‐streptomysin from Stemcell Technologies.  Cells were maintained at 37 °C in a humidified 

atmosphere containing 5% CO2. 
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4.3.3  Preparation of RtxLNPs  

  Rtx‐LNPs were prepared using the methodology described  in Chapter 3 and summarized  in 

Figure  3.1.      Three  separate  batches  of  four  valences  each  were  prepared  over  the  course  of 

approximately six weeks and  the resulting valences ranged  from 13 to 165.   The valences and Rtx 

concentrations in each preparation were quantified as described in the previous chapter. 

4.3.4  Measurement of levels of bound Rtx and free CD20 after treatment with Rtx 

or RtxLNP 

  To examine the relationship between the amount of Rtx bound to CD20+ B‐cell  lymphoma 

cells and the levels of CD20 on the cell surface that are free from Rtx, 1.25 × 105 Ramos or Z138 cells 

in 250  μL medium were  treated with doses of Rtx or Rtx‐LNP  ranging  from 0–30  μg.   After a 1 h 

incubation  at  37  oC,  the  cells  were  transferred  to  Eppendorf  tubes,  washed  with  cold  PBSB 

(phosphate‐buffered saline (PBS) + 0.1% bovine serum albumin, pH 7.4), resuspended in 20 µL PBSB, 

and stained with 1 µL each of FITC‐anti‐Rtx and A647‐mCD20.  The latter Ab is blocked from binding 

to CD20 if Rtx is already bound, and the former one measures levels of Rtx.  After staining for 1 h on 

ice,  cells  were  washed  with  PBSB,  then  resuspended  in  300  µL  PBSB,  filtered  through  35  µm 

strainers, and analyzed on a FACSCalibur flow cytometer (Becton Dickinson, San Jose, CA) collecting 

10,000 events for each sample.   Fluorescence  intensities were obtained from analysis using FlowJo 

software, and  triplicates were averaged  to obtain mean  fluorescence  intensities  (MFIs).   For each 

dose, the MFI from the appropriate negative control was subtracted from each measured MFI value 

before being scaled relative to the maximum value  for each stain.   Data values are reported  in all 

cases as mean ± standard deviation (SD).   
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4.3.5    Confocal laserscanning fluorescence microscopy of treated cells 

Ramos and Z138 cells were divided  in 48‐well plates with 2.5 × 105 cells  in 500 µL medium 

per well.  Rtx‐LNPs and free Rtx were diluted to obtain equal Rtx concentrations across all samples, 

and  the  required volume of Rtx‐LNP or  free Rtx was calculated.   Generally,  the  treatment volume 

was between 100 and 200 µL for a 10 µg dose of Rtx.  After treatment times of up to 48 h, cells were 

spun  in a microcentrifuge at 7000  rpm  for 15  s, washed with  serum‐free medium  (also  free of L‐

glutamine and penicillin‐streptomysin), then resuspended in 500 µL of cold serum‐free medium.  In 

a cold room, a 50 µL volume of this suspension (5 × 104 cells) was transferred to an Eppendorf tube 

and 1 µL of PE‐anti‐IgG was added.  The suspension was mixed and transferred onto an 8 mm poly‐L‐

lysine  glass  cover  slip onto which  cells were  allowed  to  adhere  for  1 h on  ice.    Liquid was  then 

removed from the cover slip, it was gently washed with HBS, then cells were fixed by applying a 75 

µL drop of 4% paraformaldehyde for 20 min at room temperature.   After fixing, the cover slip was 

washed with  HBS  before mounting  onto  a  glass  slide  using  10  µL  of  FluorSave.    Samples were 

allowed  to dry overnight  in closed Petri dishes protected  from  light, and were  imaged within  two 

days  on  a  Bio‐Rad  2100MP  confocal  and  multiphoton  microscope  controlled  by  Zeiss/Biorad 

Lasersharp  2000  software.    Negligible  staining  was  observed  in  fluorescence  images  of  control 

samples consisting of Ramos cells not treated with Rtx (data not shown). 

4.3.6    Measurement of total CD20 levels in treated cells 

A polyclonal anti‐CD20 Ab was labeled with A647 using an antibody labeling kit according to 

the manufacturer’s instructions.  Unlike the monoclonal A647‐mCD20 described in Section 4.3.4, the 

resulting A647‐labeled polyclonal anti‐CD20 Ab (A647‐pCD20) exhibited equivalent staining of CD20 

in the presence and absence of Rtx (data not shown).  Ramos and Z138 cells were divided in 48‐well 

plates with 2.5 × 105 cells in 500 μL medium per well, and were treated with a 10 μg dose of Rtx or 

Rtx‐LNP.   After an  incubation of up to 48 h, cells were stained with PI and A647‐pCD20, and were 
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analyzed  using  flow  cytometry,  as  described  in  Section  4.3.4.    Before  analysis,  cells  were 

resuspended in PBSB containing 0.5 µg/mL propidium iodide (PI), and A647‐pCD20 MFI values in all 

cases were calculated based on data from the viable (PI–) populations.   Here and  in all subsequent 

cases, two‐tailed unpaired Student’s t‐tests were applied with a level of significance of 0.05. 

4.3.7  Measurement of mitochondrial activity using AlamarBlue    

To  evaluate  the  cytotoxicity  of  Rtx  and  Rtx‐LNPs,  AlamarBlue was  employed  to measure 

mitochondrial activity in samples of treated cells.  In a 96‐well plate, 5  103 Ramos or Z138 cells in 

100 µL medium were added to the wells, followed by 50 µL/well of Rtx or Rtx‐LNP at doses ranging 

from 0.2 to 2000 ng/well.   After a 96 h  incubation, 10 μL of AlamarBlue were added per well, and 

plates were  incubated  for  a  further  6  h  before  fluorescence measurements were  obtained  in  a 

Fluorstar  plate  reader  with  excitation  and  emission  wavelengths  of  544  nm  and  590  nm, 

respectively.  Larger emission intensities corresponded to higher mitochondrial activities and greater 

fractions of viable cells. 

4.3.8  AnnexinV/PI apoptosis assay using flow cytometry 

This assay was also described in Section 2.3.6, but the modifications described here apply to 

this and all subsequent chapters.  A total of 2.5 × 105 cells in 500 µL medium were treated with a 10 

µg dose of Rtx.   For  time‐course experiments, cells were  incubated at 37  oC  for 4  to 72 h, and all 

other experiments involved a 24 h incubation at 37 oC.  Cells treated with an equivalent mass of Trz 

were  used  as  negative  controls,  and  for  positive  controls,  cells  were  treated  with  4.0  µM 

camptothecin at 37 oC  for 4 h.   For analysis, samples were transferred to 1.5 mL Eppendorf tubes 

and spun  in a microcentrifuge at 7000 rpm for 15 s.   Pellets were washed with 500 µL cold Hanks’ 

balanced salt solution.  Different positive control samples were unstained, single‐stained, or double‐

stained with Annexin‐V‐FITC and/or propidium  iodide  (PI); all other  samples were double‐stained. 
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Double staining consisted of resuspending the pellets in Annexin‐V‐FITC (5 µL) and binding buffer (40 

µL), incubating at room temperature for 20 min, then adding 500 µL of a cold 0.5 µg/mL solution of 

PI in Hanks’.   Samples were strained through 50 µM strainers, kept on ice, and analyzed within 1 h 

on a Becton Dickinson  FACSCalibur  flow  cytometer.   Compensation  values were  set with positive 

controls  and  at  least  10,000  events were  recorded  for  each  sample.    Early  apoptotic  cells were 

defined  as  PI  negative  and  Annexin‐V‐FITC  positive,  necrotic  cells  were  positive  for  both 

fluorophores, and viable cells were negative for both.     

 

4.4   Results 

4.4.1  RtxLNPs  exhibit  unique  binding  properties  to  CD20+  target  lymphoma 

cells 

In order  to  assess differences  in binding  properties of multivalent Rtx‐LNPs  compared  to 

bivalent Rtx,  two different CD20+ cell  lines were employed: Ramos, a Burkitt’s  lymphoma cell  line, 

and Z138, a mantle cell  lymphoma cell  line.   Two values were measured using flow cytometry: the 

amount of Rtx that became bound to the cells, using a FITC‐anti‐Rtx Ab, and the amount of CD20 on 

the cell surface free from bound Rtx, using the A647‐mCD20 Ab (see Section 4.3.4).  The binding of 

Rtx  to CD20 completely  inhibits  the binding of A647‐mCD20,  thereby providing a practical way of 

measuring unbound CD20.   A  titration of bivalent Rtx was  first performed across a 0–30 µg dose 

range  given  to 1.25  × 105 Ramos  cells.   As  shown  in  Figure  4.1A,  the  amount of unbound CD20 

(white bars) began to decrease at doses of 0.03 µg and above (p < 0.05 between the 0.01 and 0.03 

µg doses), and at doses above 0.3 µg, essentially all cell‐surface CD20 molecules were saturated with 

Rtx as reflected by the relative MFI values of zero (within error), which represent MFI values roughly 

equal to those of negative isotype controls.  In terms of the amount of bound Rtx (black bars),  
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Figure 4.1  Levels of bound Rtx and unbound CD20 show an inverse correlation when cells are treated with bivalent Rtx 

but not with Rtx‐LNP. 

In all cases, 1.25 × 105 Ramos cells in 250 µL medium were treated with Rtx or Rtx‐LNP, then analyzed for levels of bound 

Rtx (black bars) and unbound CD20 (white bars).  (A) The indicated doses of bivalent Rtx were given, and the results show 

an inverse correlation between the amount of bound Rtx and the level of unbound CD20.  (B) Cells were treated with Rtx‐

LNP(158), and although the same relationship was observed compared to cells treated with Rtx, there was still a significant 

proportion of unbound CD20 at the highest dose.   (C) Rtx‐LNPs of different valence were administered to Ramos cells at 

the 3 µg dose.  Lower valences showed similar levels of bound Rtx to bivalent Rtx, but as the valence was increased at the 

same dose, the amount of unbound CD20 also increased.  Higher valences also showed more elevated levels of bound Rtx.  

Black bars: FITC‐anti‐Rtx staining; white bars: A647‐mCD20 staining.  MFI: mean fluorescence intensity. 
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measurable amounts appeared at doses of 0.03 µg and above, and the cells were saturated with Rtx 

at doses of 3 µg and above (p < 0.005 between 1 and 3 μg doses; p > 0.05 for the 3, 10, and 30 μg 

doses).  At doses between 0.1–0.3 µg, there were measurable amounts of both bound Rtx and free 

CD20,  indicated that the cells were only partially saturated at these doses, and suggesting that the 

point where the cells were half‐saturated (equal values of white and black bars) lied between these 

two  doses.    Apart  from  Rtx  saturation  data  in  Ramos  cells,  this  figure  illustrates  that  the  Abs 

employed  in  this  assay  function  as  expected,  given  the  excellent  inverse  correlation  observed 

between  the data reported  from  the  two Abs.   Similar data was observed using  the Z138 cell  line 

(data not shown).   

A similar titration was next carried out using Rtx‐LNP of valence 158 (Rtx‐LNP(158)), and the 

data  that was  obtained  is  shown  in  Figure  4.1B.    As with  the  data  shown  for  bivalent  Rtx,  the 

measured amount of bound Rtx detected using FITC‐anti‐Rtx increased as the dose of Rtx‐LNP(158) 

increased, but the dose at which Rtx‐LNP(158) saturated the cells was found to be 10 µg, which  is 

higher than that of Rtx.  Moreover, the unscaled MFI measured when cells were saturated with Rtx‐

LNP(158)  (10 µg dose) was 984 after subtracting negative  isotype control;  this value  is 10.0  times 

higher  than  the  same  value  for bound bivalent Rtx  at  the  same dose  in  Figure 4.1A  (98.7).    This 

shows  that  the Ramos  cells  are  able  to bind  significantly more multivalent Rtx‐LNP  compared  to 

bivalent Rtx.   

In spite of the higher levels of bound Rtx, Figure 4.1B shows a significant fraction of CD20 on 

the cell surface that does not have Rtx bound to it at doses of 3 µg and above (p > 0.05 for 3, 10, and 

30 µg doses), which includes saturating doses.  For example, at the 30 µg dose of Rtx‐LNP(158), 41% 

of the CD20 on the cell surface is free of Rtx.   Therefore, at saturating doses, although significantly 

higher levels of Rtx are bound to cells after treatment with Rtx‐LNP compared to bivalent Rtx, only a 

fraction of the Rtx in Rtx‐LNP physically binds to CD20, since under one half of the CD20 molecules 

on the cell surface are free of Rtx when cells are saturated with Rtx‐LNP.   Note that the scaling of 
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black bars is different between Figures 4.1A–C, but the scaling of white bars is roughly the same; the 

white bars are scaled according to cells in the absence of Rtx, but the black bars are scaled according 

to the maximum measured levels of bound Rtx. 

Finally,  Ramos  cells  were  treated  with  equivalent  doses  (3  µg)  of  Rtx‐LNPs  of  different 

valence, and the binding properties were examined  in the same way.   The 3 µg dose was selected 

because as shown  in Figure 4.1B,  the cells were not saturated with Rtx‐LNP(158) at this dose, but 

cells  treated  with  bivalent  Rtx  were  just  saturated,  as  indicated  in  Figure  4.1A.    Figure  4.1C 

summarizes the data for the treatment with the different valences.  The first feature worth noting is 

that at the same dose of Rtx‐LNP, the lower valences (19 and 32) show equal levels of bound Rtx (p > 

0.05) that are roughly equivalent to those measured for bivalent Rtx (albeit p < 0.05 between these 

valences and valence 2).  Valences 2, 19, and 32, however, show increasing levels of unbound CD20 

as the valence  increases (p < 0.05 for all pairs of valences).   As with the Rtx‐LNP titration  in Figure 

4.1B, this suggests that not all Rtx in Rtx‐LNP is bound to CD20 on the cell surface at the same time, 

but that at any given time there is a fraction of Rtx associated to the LNP that is not bound to CD20.   

At  this  same  dose,  as  the  valence  increased  above  32, more  and more  bound  Rtx was 

measured; for example, the unscaled MFI for Rtx‐LNP(32) was 133, while that for Rtx‐LNP(113) was 

343, representing a 2.6‐fold increase in the Rtx signal (p < 0.0001) even though cells were given the 

same dose of Rtx.   Because the dose that was employed  is below saturating  levels, this suggests a 

greater avidity of  the Rtx‐LNPs of higher  valence.    Finally, even  though  the measured amount of 

bound Rtx increased with the valence, so did the measured amount of unbound CD20, which was as 

high  as  58%  unbound  CD20  at  the  highest  valence  of  158.    Valences  of  113  and  158  showed 

equivalent  levels  of  bound Rtx  and  unbound  CD20  (p  >  0.05  for  both  parameters).    This  further 

suggests that as opposed to bivalent Rtx, which is spread evenly across the cell surface, the binding 

of Rtx‐LNP  causes  some plasma‐membrane CD20  to be present  in very high  local  concentrations, 

while  some  CD20  is  not  bound  to Rtx.    In  other words,  this  supports  the  existence  of  Rtx/CD20 
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clusters that form between a fraction of Rtx in Rtx‐LNP and a fraction of CD20 present in the plasma 

membrane. 

 

4.4.2  Rtxenriched domains are  found on cells  treated with RtxLNP but not on 

those treated with bivalent Rtx 

To examine the organization of Rtx/CD20  in the plasma membrane, the distribution of Rtx 

on  the  cell  surface was  investigated using  confocal  laser‐scanning  fluorescence microscopy.   Cells 

were treated with Rtx or Rtx‐LNP for different times then stained with an anti‐Rtx Ab to label Rtx on 

the cell surface.  The images that were obtained, as shown in Figure 4.2, indicate that Rtx and Rtx‐

LNP became bound to Ramos cells as soon as 15 min after treatment, and remained associated 24 h 

later.   Rtx  remained  associated up  to  48 h post‐treatment,  and  no  staining was observed  in  the 

absence  of  Rtx  (not  shown).    Cells  that were  treated with  free  Rtx  showed  a  relatively  uniform 

distribution of Rtx over the surface of the cell, but cells treated with Rtx‐LNP exhibited Rtx‐enriched 

domains with significantly elevated fluorescence intensities on the cell surface (arrows in Figure 4.2).  

The size of the domains was < 500 nm and they were visible at all time points between 15 min and 

24 h after  treatment with Rtx‐LNP, although  they were most prevalent after 45 min.   At  this  time 

point, there were between 0 and ~15 domains per cell, as found by counting the domains observed 

in z‐stacked images (on average, 10 slices per cell).  No domains were present on Rtx‐treated cells at 

any  time,  but  a  qualitative  rise  in  the  number  of  domains  per  cell was  observed  as  the  valence 

increased:  on  average,  valence  53  showed  ~5  domains/cell  and  valence  121  showed  ~15 

domains/cell.   Overall, these  images support the binding data  in Figure 4.1 which showed that for 

equivalent doses, cells treated with the higher valences of Rtx‐LNP bound more Rtx but had more 

unbound  CD20.    The  result  is  the  formation  of  Rtx‐enriched  domains  on  the  cell  surface  after 

treatment with Rtx‐LNP, with a greater number of domains being formed as the valence increases. 
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Figure 4.2  Representative confocal fluorescence microscopy images of Rtx distribution on Ramos cells treated with Rtx 

or Rtx‐LNP. 

The distribution of Rtx on the cell surface  is shown at the  indicated time points after treatment with Rtx or Rtx‐LNP.   As 

early as 15 min after treatment, and more pronouncedly at 45 min, Rtx‐enriched domains appeared on the surface of the 

cells treated with Rtx‐LNP (arrows) but not those treated with Rtx.  Bar: 5 µm. 

 

4.4.3  Expression of CD20 does not change substantially after treatment with Rtx

LNP 

The  previous  two  sections  showed  that  at  the  same  dose  of  Rtx,  CD20+  lymphoma  cells 

bound more Rtx as the valence of Rtx‐LNP  increased.   The  increased  levels of bound Rtx occurred 

although a significant fraction of CD20 on the cell surface was free from any bound Rtx, resulting in 

the  formation of Rtx/CD20‐enriched  clusters  in  the plasma membrane.   One  important possibility 

that could be responsible for this effect is that Rtx‐LNPs may cause an upregulation of CD20 to the 

cell surface after binding, which would not only help explain the  increased binding capacity of Rtx 
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but  also  the  large  fraction  of  unbound  CD20.    Note,  however,  that  the  data  in  Figure  4.1 was 

obtained at a time point of 1 h post‐treatment.    

The  total  expression  of  CD20  in  the  plasma  membrane  was  therefore  measured  after 

treatment with Rtx and Rtx‐LNP at time points up to 48 h after treatment.  This was done using an 

A647‐labeled  polyclonal  anti‐CD20  Ab  (A647‐pCD20;  see  Section  4.3.6).    Unlike  the monoclonal 

A647‐mCD20 used  in Section 4.4.1, no measurable  interference was observed  in  the A647‐pCD20 

signal when cells were pretreated with Rtx or Rtx‐LNP (data not shown).   The time course of CD20 

expression  in the plasma membrane after treatment with Rtx or Rtx‐LNPs  is summarized  in Figure 

4.3.  At all time points, levels of CD20  in the plasma membrane of cells treated with Rtx (light gray 

bars) were  roughly equivalent  to  those  in cells  treated with HBS, as  indicated by  the  relative MFI 

values of ~1.  At the 8 h time point, CD20 expression after Rtx‐LNP(52) and Rtx‐LNP(170) treatment 

was maximal; measured MFI values were 1.7 and 1.9  times  those measured  in HBS‐treated  cells, 

respectively.   These elevated  levels of CD20  in PI– cells were sustained up to 48 h post‐treatment.  

Between all treatments up to and including 8 h, there was no significant difference between any of 

the treatments (p > 0.05 between all possible pairs of treatments).  With the exception of the 16 h 

time point,  there was no  significant difference between  the measured CD20 expression after Rtx‐

LNP(52)  and  Rtx‐LNP(170)  treatment  (p  <  0.05  only  at  16  h).   At  16  h  and  longer,  however,  the 

differences between Rtx and either Rtx‐LNP treatment were significant  (p < 0.05 between Rtx and 

Rtx‐LNP(52) and p < 0.01 between Rtx and Rtx‐LNP(170) in all cases).   

It is unlikely, however, that the increases in CD20 expression after Rtx‐LNP treatment (~1.5 

times those measured  in cells treated with Rtx) explain the data  in Figure 4.1 showing up to 10.0‐

fold higher levels of bound Rtx‐LNP compared to bivalent Rtx.  Moreover, such a modest increase in 

CD20 expression cannot account  for  the high  levels of unbound CD20  (up  to 58%)  that were also 

measured after treatment with Rtx‐LNP.   These data therefore do not support the hypothesis that 

the results shown  in Figures 4.1 & 4.2 were an effect of CD20 upregulation.   They suggest  instead 
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that  a  reorganization  of  CD20  in  the  plasma membrane  occurred  following  Rtx‐LNP  treatment, 

forming CD20/Rtx‐enriched microdomains that may play a role  in the therapeutic activity of these 

constructs.    

 

 

Figure 4.3  Time course of plasma‐membrane CD20 expression in Ramos cells treated with Rtx or Rtx‐LNP. 

Using  a  polyclonal  anti‐CD20  Ab  (A647‐pCD20),  the  total  CD20  expression  in  the  plasma membrane  of  PI
–  cells was 

measured at different times after treatment with Rtx or Rtx‐LNP.  MFI: mean fluorescence intensity. 

 

4.4.4  Cytotoxicity of RtxLNPs in two lymphoma cell lines 

To assess  the cytotoxicity of Rtx‐LNP, a range of valences were added  to Ramos and Z138 

lymphoma  cells.    Five doses of Rtx were  selected  (0.2–2000 ng;  see  Section  4.3.7) based on  the 

binding data  in  Figure 4.1  as well  as on doses  employed  in previous  studies74, 168, 169.   Cells were 

incubated for 96 h with the various Rtx‐LNP preparations or with free Rtx (valence 2) at each dose.  

Figure  4.4  shows  that  in  both  cell  lines  at  the  highest  dose  (2.0  µg),  all  Rtx‐LNP  valences were 

significantly more cytotoxic than free Rtx (p < 0.0005 for all valences).  At this dose, 39% of Ramos 

cells were viable after treatment with Rtx with respect to control cells, compared to ≤ 1% viable cells 

for all Rtx‐LNPs.  At the same dose, Z138 cells showed 86% viability with respect to control after Rtx 

treatment, compared to 25–42% viability after treatment with Rtx‐LNPs.   
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Figure 4.4  Particularly at higher doses, Rtx‐LNPs are significantly more cytotoxic than equivalent doses of free Rtx.   

To each well of a 96‐well plate, 5  103 cells in 100 µL medium were added followed by 50 µL medium containing the dose 

of Rtx  indicated  above.    The  control  consisted  of medium only.   Plates were  incubated  for  96 h  and  cell  viability was 

measured using AlamarBlue. 

 

Overall, Ramos cells were more sensitive to the cytotoxic effects of Rtx‐LNP, and for doses of 

2.0 ng and above, all Rtx‐LNP valences were significantly more cytotoxic than free Rtx (p < 0.025 for 

all valences).  At the 200 ng dose, there were 49% viable cells after Rtx treatment, compared to ≤ 5% 

for Rtx‐LNPs (p < 0.0005 for all valences).  In Z138 cells, significant differences between Rtx and Rtx‐

LNP treatment began to appear at 20 ng for the valence of 121: 89% for Rtx, 74% for Rtx‐LNP(121) (p 

< 0.005).   At the 200 ng dose, all valences showed significant difference compared to free Rtx (p < 

0.05).    These  data  demonstrate  that  regardless  of  the  fact  that  equal  doses  of  Rtx  were 

administered, Rtx‐LNPs are significantly more cytotoxic than Rtx. 

4.4.5  Time dependence of apoptosis induced in lymphoma cells by RtxLNP 

It  is  well‐documented  that  Rtx  induces  direct  apoptosis  in  lymphoma  cells  when  it  is 

crosslinked on the cell surface using a reagent such as an anti‐human‐IgG secondary antibody7, 74‐76.  

To  determine  if  the  cytotoxicity  observed  above  could  be  due  to  Rtx‐LNPs  directly  inducing 
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apoptosis  on  their  own  without  hypercrosslinking,  the  ability  of  Rtx  and  Rtx‐LNPs  to  induce 

apoptosis  in  the  same  two  cell  lines was  examined.    Figure  4.5A  illustrates  the  flow  cytometric 

Annexin‐V‐FITC/PI assay that was employed.  This figure shows that levels of apoptosis after treating 

Ramos  cells with Rtx were  similar  to  those after  treatment with HBS,  confirming  that Rtx,  in  the 

absence of crosslinking, does not elicit apoptosis  in vitro.   Figure 4.5A also demonstrates  that  the 

precursors to Rtx‐LNP (Rtx‐biotin and Neut‐LNP) did not induce apoptosis on their own, and neither 

did a mixture of unbiotinylated Rtx and Neut‐LNP.   On the other hand,  treating cells with Rtx‐LNP 

resulted  in the onset of significant  levels of apoptosis (bottom rightmost plot  in Figure 4.5A).   This 

indicates that as opposed to bivalent Rtx, Rtx‐LNP  induces apoptosis on  its own  in target cells, and 

the  induction  of  apoptosis  depends  on  many  Rtx  molecules  being  associated  together  in  a 

multivalent Rtx construct. 

The time course of the induction of apoptosis was also measured by analyzing cells treated 

with Rtx or two different valences of Rtx‐LNP at time points up to 48 h after treatment.  As shown in 

Figure 4.5B, the percentage of Ramos cells in early apoptosis (Annexin‐V‐FITC+ / PI–) after treatment 

with Rtx‐LNP(63) and Rtx‐LNP(158) increased sharply up to 16 h after treatment, and after 24 h, the 

levels of early apoptosis subsequently decreased (p > 0.05 between the 16 and 24 h time points for 

both  treatments).   The decrease after 24 h was associated with an  increased  fraction of necrotic 

cells (Annexin‐V‐FITC+ / PI+; not shown).  Cells treated with HBS (valence 0) and bivalent Rtx did not 

show peak levels at 24 h post‐treatment; the levels of apoptosis for both HBS and Rtx at 16 h were 

equivalent to those at 0 h (p > 0.05 in both cases), but slight increases in apoptosis after treatment 

with HBS or Rtx were observed at time points of 24 h and longer (from 2.9% at 0 h to 8.2% at 48 h).  

However, at all  time points, HBS and Rtx  treatment resulted  in equivalent  levels of apoptosis  (p > 

0.05).  A separate experiment revealed that Z138 cells also exhibited maximum levels of apoptosis at 

a time point 24 h after treatment (data not shown).  Based on these data, the 24 h time point was 
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considered to be the time point when early apoptosis was considered maximal after treatment with 

Rtx‐LNPs. 

 

 

Figure 4.5  Rtx‐LNPs directly induce apoptosis in lymphoma cells while the individual precursors to Rtx‐LNP do not. 

(A) To measure apoptosis levels, cells were stained with Annexin‐V‐FITC and PI and analyzed using flow cytometry.  Viable 

cells were negative  for both dyes  (lower  left quadrant), early apoptotic  cells were Annexin‐V‐FITC+ and PI–  (lower  right 

quadrant), and necrotic cells were positive for both dyes (upper right quadrant).  In this example, 5 × 10
5 Ramos cells were 

treated with a 20 µg Rtx dose (or amount of Neut‐LNP equivalent to that given in the Rtx‐LNP treatment) for 24 h.  The Rtx‐

LNP treatment exhibited a significant  increase  in the  fraction of early apoptotic and necrotic cells compared to all other 

treatments.    (B) Ramos  cells were  treated with HBS, Rtx, or Rtx‐LNP  (10 µg Rtx dose given  to 2.5 × 105  cells  in 500 µL 

medium) and percentages of early apoptotic cells were measured at different times post‐treatment.   Maximum  levels of 
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apoptosis occurred approximately 24 h after  treatment with Rtx‐LNP,  regardless of valence, while  free Rtx  showed  low 

levels of apoptosis at all time points. 

4.4.6  Levels of apoptosis in lymphoma cells depend on the valence of RtxLNP 

At the time point where maximum apoptosis occurred (24 h), the apoptotic potency of the 

various Rtx‐LNP valences was measured.  A total of 2.5 × 105 Ramos or Z138 cells were treated with 

a 10 µg dose of Rtx, either in its bivalent form or in the different Rtx‐LNP valences.  Cells were also 

treated with HBS (valence 0).   After an  incubation of 24 h, the viable and early apoptotic fractions 

were measured as in the previous section, and are shown in Figure 4.6.  This figure clearly illustrates 

that  higher  valences  of  Rtx‐LNPs  have  a  much  stronger  ability  to  directly  induce  apoptosis  in 

lymphoma cells, even though the same dose of Rtx  is given  in all cases.   The  figure also shows an 

inverse correlation between the viable and apoptotic populations (black and white symbols) in both 

cell  lines,  indicating  a  shift  from  the  viable  population  to  the  early  apoptotic  population  due  to 

exposure to Rtx‐LNP. 

 

Figure 4.6  A valence‐dependent increase in the level of apoptosis is observed in Rtx‐LNP‐treated lymphoma cells even 

though all cells are given equal doses of Rtx.   

A total of 2.5 × 10
5 Ramos (A) or Z138 (B) cells were treated with a 10 µg dose of free Rtx (valence 2) or different valences 

of Rtx‐LNP.  Valence 0 refers to treatment with HBS.  Percentages of early apoptotic and viable cells were measured as in 

Figure 4.5.   At 24 h post‐treatment,  the higher valences of Rtx‐LNP  induced elevated apoptosis compared  to  the  lower 

valences,  indicating  that  induction  of  apoptosis  by  Rtx‐LNP  is  valence‐dependent.    In  Ramos  cells, maximum  levels  of 

apoptosis occurred at valences of approximately 100 and higher. 
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The Ramos cell line (Figure 4.6A) was more sensitive to direct induction of apoptosis by Rtx‐

LNPs  than  the Z138  line  (Figure 4.6B).    In Ramos cells,  treatment with Rtx  (valence 2)  resulted  in 

4.5% early apoptotic cells after 24 h, and  this value  increased  to 21%  for Rtx‐LNP(19)  (p < 0.001), 

while  in the Z138  line,  low equivalent  levels of apoptosis were observed up to a valence of 75 (p > 

0.05 for all valences up to and including 75), and it was not until a valence of 113 when higher levels 

of  apoptosis were observed  (18%,  compared  to 6.5%  for Rtx‐LNP(75); p < 0.05).    In Ramos  cells, 

maximum levels of apoptosis (65%) occurred at valences of 100 and above (p > 0.05 for all pairs of 

these valences), but it is unclear whether such a plateau was also observed in Z138 cells, although p 

> 0.05 between valences of 113, 152, and 165.   These valences  show  levels of early apoptosis of 

22%, which is significantly lower than those observed in Ramos cells, further indicating that the Z138 

cell line is less sensitive to the direct induction of apoptosis compared to the Ramos line. 

Overall,  these data  confirm  that  the apoptotic activity of Rtx‐LNP  is  significantly elevated 

compared  to  bivalent  Rtx,  and  the  levels  of  apoptosis  are  valence‐dependent  in  two  different 

lymphoma  cell  lines.    Increasing  the  valence  is  therefore  a method of  improving  the  therapeutic 

activity of Rtx by enhancing  its direct mechanism of action.   The data  in  the Ramos  cell  line also 

show that the optimal valence of Rtx‐LNP is 100, since no further increase in apoptosis occurred at 

higher valences.   This  implies that,  in terms of the direct mechanism of action, there would be no 

additional therapeutic benefit of using valences higher than 100.  

4.5   Discussion and conclusions 

4.5.1  Discussion 

This  chapter  has  demonstrated  that  the  methodology  described  in  Chapter  3  can  be 

employed to create multivalent Ab‐LNP constructs that possess unique biological properties (Figures 

4.1–4.3) and significantly  improved therapeutic activity (Figures 4.4–4.6).   This chapter also proves 
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the concept that the methodology can be employed to identify Abs that show enhanced responses 

when they are multivalent, such as Rtx, and also to identify the optimal valence of such multivalent 

constructs (valence of 100 for multivalent Rtx; Figure 4.6A).  These constructs warrant further study 

due to their potential in improving therapeutic antibody‐based cancer treatments.   

The nature of the interaction between Rtx‐LNPs and CD20+ lymphoma cells uncovered here 

provides interesting clues regarding the direct induction of apoptosis by Rtx‐LNP.  Figure 4.1A shows 

that  increased doses of bivalent Rtx  correlated with decreased  levels of unbound CD20,  until  all 

CD20  became  saturated  with  Rtx.    Saturating  cells  with  Rtx‐LNP(158)  in  Figure  4.1B,  however, 

showed  that  10‐fold more  Rtx was  bound  to  the  cells  although  41%  of  CD20 was  unoccupied, 

indicating that a significant proportion of Rtx bound to the cells was not associated with CD20.  This 

could be due to the spherical structure of Rtx‐LNP interacting with CD20 in the plasma membrane.  

When Rtx‐LNP is bound to the cell, the Rtx molecules closest to the cell surface are more accessible 

to CD20 compared to those on the opposite side of the Rtx‐LNP.  The Rtx molecules on the opposite 

side may therefore not bind directly to CD20 although they remain associated to the cell through the 

Rtx‐LNP construct.       

Moreover, Figure 4.1C showed that at the same dose of Rtx‐LNP, treatment with the higher 

valences results  in elevated  levels of both bound Rtx and unbound CD20.   Although this may seem 

counterintuitive,  it  can  be  explained  by  the  fact  that  for  Rtx‐LNPs,  equal  doses  of  Rtx  do  not 

represent the same number of Rtx‐LNPs given to the cells.  Because the higher valences have more 

Rtx molecules per Rtx‐LNP, the number of Rtx‐LNPs administered deceases as the valence increases, 

when the dose of Rtx is held constant.   

The  data  in  Figure  4.1C,  when  compared  to  that  in  Figure  4.6,  show  that  bivalent  Rtx 

saturates all CD20 on the cell surface and induces low levels of apoptosis, while multivalent Rtx‐LNP 

engages only a fraction of available CD20 and induces significantly higher apoptosis.  It is therefore 

not  simply  the  number  of  Rtx/CD20  interactions  that  provides  the  stimulus  for  induction  of 
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apoptosis.    These  data  imply  that  instead,  high  local  concentrations  of  Rtx/CD20  in  the  plasma 

membrane, such as in the microdomains shown in Figure 4.2, elicit the apoptotic signal.  Higher local 

concentrations  of  Rtx/CD20  are  provided  by more  extensive  hypercrosslinking  of  CD20, which  is 

facilitated by higher valences of Rtx‐LNP. 

The Rtx‐LNP valences of 113 and 158 exhibited equivalent levels of bound Rtx and unbound 

CD20 (Figure 4.1C), and in Figure 4.6A & B, they were shown to induce equivalent levels of apoptosis 

in lymphoma cells (p > 0.05 for all parameters).  This suggests that the maximum levels of apoptosis 

observed above the optimal valence of 100  in Figure 4.6 are related to equivalent  levels of bound 

Rtx  and  unengaged  CD20;  in  other words,  it  suggests  that maximum  hypercrosslinking  of  CD20 

achievable by Rtx‐LNP is correlated with maximum apoptosis observed in lymphoma cells.    

We  showed  specifically  that multivalent  Rtx‐LNPs  are  considerably more  cytotoxic  than 

bivalent Rtx  in  two  lymphoma cell  lines  (Figure 4.4) and  that  they  induce apoptosis  in  these cells 

while  none  of  their  individual  constituents  do  (Figure  4.5A).   Moreover,  at  24  h  post‐treatment, 

when levels of apoptosis were maximal (Figure 4.5B), the level of apoptosis induced in both cell lines 

was directly related to the valence of Rtx‐LNP even though all cells were given equivalent doses of 

Rtx  (Figure 4.6).   This clearly  shows  that by  increasing  the valence of Rtx,  its efficacy  is  improved 

through  an  augmentation  of  the  direct  mechanism  of  action.    This  has  not  been  previously 

demonstrated  for  Rtx,  likely  because  until  now  there  has  not  been  a  precise methodology  for 

creating defined valences of multivalent Abs as high as those employed here.   

The observation of valence‐dependent levels of apoptosis supports hypothesis (2) in Section 

4.2.2, where different levels of hypercrosslinking resulting from multivalency are responsible for the 

induction of apoptosis.  The different valences can therefore be used to study the direct mechanism 

of action since one would also expect concomitant valence‐dependent signaling events that precede 

apoptosis.  The direct mechanism of action of Rtx‐LNP is further explored in Chapters 5 and 6. 
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4.5.2  Conclusions 

The methodology in Chapter 3 can be successfully used to create many Ab‐LNPs that differ in 

terms  of  valence.   Multivalent  Rtx‐LNPs  prepared with  this methodology  exhibit  unique  binding 

properties  to  CD20+  lymphoma  cells,  where  more  Rtx  is  associated  to  cells  as  the  valence  is 

increased  although  there  is  a  significant  fraction  of  CD20  on  the  cell  surface  that  remains 

unassociated  with  Rtx.    This  is  consistent  with  the  formation  of  Rtx/CD20‐enriched  domains 

observed on cells treated with Rtx‐LNP.  Bivalent Rtx saturates all CD20 on the cell and results in low 

cytotoxicity and  low  levels of apoptosis, while multivalent Rtx‐LNPs do not  saturate all CD20 and 

result in higher cytotoxicity and high levels of apoptosis.  This indicates that the number of Rtx/CD20 

interactions does not determine the therapeutic efficacy of multivalent Rtx; the clustering of CD20 in 

the plasma membrane does  instead, which  is  facilitated by multivalent Rtx.   These results suggest 

that it may be beneficial to apply the methodology in Chapter 3 to other therapeutic Abs such as Trz, 

which has also shown benefits associated with multivalency7, 89, 109, 110. 

Moreover,  the  Rtx‐LNP  constructs  of  higher  valence  are  capable  of  greater 

hypercrosslinking, and levels of apoptosis were observed to depend on the valence even though all 

cells were  given  the  same  dose  of  Rtx.    This  valence‐dependent  relationship  opens  the  door  to 

studies  on  the  poorly  defined  direct mechanism  of  action  of  Rtx  because  signaling  events  that 

precede and cause apoptosis would also be expected to be valence‐dependent.   The methodology 

therefore provides a framework for probing the direct mechanism of action from a molecular point 

of view. 
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5  A novel direct mechanism of action of multivalent rituximab 

5.1  Synopsis 

The previous  chapter  showed  that even  though  lymphoma  cells  can be given Rtx‐LNPs at 

equivalent doses of Rtx, higher  level of apoptosis are  induced by the constructs of higher valence.  

This  chapter  describes  studies  undertaken  to  understand  the mechanism  of  action  of  the  direct 

induction of apoptosis by Rtx‐LNP. 

5.2  Background 

5.2.1  Extrinsic and intrinsic apoptosis pathways 

Apoptosis occurs primarily through two distinct pathways, the intrinsic pathway (also known 

as the mitochondrial or Bcl‐2 family regulated pathway) and the extrinsic pathway82, 86, 87.   The two 

pathways  involve  distinct  initiator  caspases  that  set  each  pathway  in  motion,  while  they  both 

converge on the activation of effector caspases such as caspase‐3, ‐6, and ‐7.  The intrinsic pathway 

depends on  the  activation of  caspase‐9, which occurs  after perturbation of mitochondria due  to 

cellular stress, growth factor withdrawal, or cytotoxic stimuli.   Death stimuli activate pro‐apoptotic 

Bcl‐2  family members,  leading  to disruption of  the outer mitochondrial membrane and  release of 

cytochrome c and other apoptosis‐inducing proteins into the cytosol.  Cytochrome c, along with the 

adaptor protein APAF1, forms a complex termed the apoptosome, which activates caspase‐9, which 

in  turn  leads  to  activation  of  effector  caspases.    Additional  caspase‐independent  cell  death 

processes regulated by the Bcl‐2 family have also been described86.   

In cancer treatment, apoptosis  is usually triggered  in oncogenic cells by chemotherapy and 

irradiation through the  intrinsic pathway, since these agents cause cellular damage.   This pathway 
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usually  involves  requires p53  function, but mutations or  inhibiting proteins  impair p53  function  in 

many human cancers.  In  this way,  tumour cells evade apoptosis and continue  to proliferate even 

though  the  treatment  caused  genetic  instabilities82.    This  has  been  demonstrated  in  lymphoma 

specifically; for example, the inhibition of the intrinsic apoptosis pathway downstream of caspase‐9 

activation has been shown to cause resistance to chemotherapy in diffuse large B‐cell lymphomas170.    

In the extrinsic apoptosis pathway, caspase‐8 is the critical initiator caspase.  The cleavage of 

procaspase‐8 occurs in the death‐inducing signaling complex (DISC), a plasma membrane‐associated 

complex  of  specific  proteins  that  is  responsible  for  initiating  the  extrinsic  pathway.    Activated 

caspase‐8 is released into the cytosol from the DISC and goes on to activate the effector caspases87, 

171.   Crosstalk between  the  two  apoptosis pathways  is  also well‐documented,  such  as  caspase‐8‐

mediated activation of proapoptotic Bcl‐2 family members, resulting in cytochrome c release.  Such 

amplification of the extrinsic pathway through the  intrinsic pathway  is required  in some cell types 

but not  in others82.   This highlights  that  the  intrinsic and extrinsic pathways are not distinct, but 

interdependent.   

5.2.2  The  deathinducing  signaling  complex  and  the  tumor  necrosis  factor 

receptor superfamily 

Besides procaspase‐8,  there are  two other essential  components of  the DISC: an adaptor 

protein  (either  Fas‐associated  death  domain  (FADD)  or  TNFR‐associated  death  domain  (TRADD)), 

and  a  death  receptor171, 172.   Death  receptors  constitute  specific members  of  the  tumor  necrosis 

factor  receptor  (TNFR)  superfamily.    Discovery  of  the  TNFR  superfamily  was made  possible  by 

observations  in 1868 where  tumors  in  some patients  showed  regression  following acute bacterial 

infection, but it was not until 1975 that the term “tumor‐necrosis factor” (TNF) was coined82, 173.   

The members of the TNFR superfamily are critically involved in maintenance of homeostasis 

of the immune system.  They are type‐I transmembrane proteins with a C‐terminal intracellular tail, 
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a membrane‐spanning region, and an extracellular ligand‐binding N‐terminal domain.  The hallmark 

of TNFR superfamily members is the presence of cysteine‐rich extracellular domains, the number of 

which can vary from one to six, and which define ligand specificity.  Over 40 members of the TNFR 

superfamily have been identified to date172, 174. 

5.2.3  Death receptors 

Death receptors are members of the TNFR superfamily characterized by an ~80 amino‐acid 

cytoplasmic  “death  domain”  which  is  essential  for  the  induction  of  apoptosis.    When  the  cell 

receives a proapoptotic signal, the death domain is responsible for recruiting FADD or TRADD, which 

in turn recruits procaspase‐8, forming the DISC which leads to caspase‐8 activation175.  There are six 

death  receptors  that have been  identified  to date;  the  four most extensively  studied are CD120a 

(also  known  as  TNFR1  or  TNFRSF1A),  CD95  (Fas  receptor,  APO‐1,  or  TNFRSF6), DR4  (TRAILR1  or 

TNFRSF10A),  and  DR5  (TRAILR2,  APO‐2,  or  TNFRSF10B)174,  176.    The  ligands  to  these  receptors, 

respectively, are TNF‐α, Fas  ligand (FasL), and Apo2L/TRAIL (for both DR4 and DR5).   These  ligands 

comprise  a  group  of  complementary  cytokines  that  are mainly  type‐II  transmembrane  proteins, 

although some can be released as soluble cytokines upon proteolytic cleavage174, 176.   

Almost all of the TNF ligands are expressed only by cells of the immune system, including B 

cells, T cells, NK cells, monocytes and dendritic cells, but the TNFRs are expressed by a wide variety 

of cells.  For example, no cell type in the body has yet been found that does not express CD120a177.  

There  is also another subset of TNFR superfamily members known as decoy  receptors, which  lack 

the death domain and  therefore have a nonsignaling role;  they compete with death receptors  for 

ligand binding, thereby inhibiting death receptor function172.  Finally, the other two death receptors 

that have not been mentioned, which in general are not as effective at inducing apoptosis, are DR3 

(TNFRSF12) and DR6 (TNFRSF21)174, 178.   
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A common  requirement  to  form  the DISC  is  the oligomerization of death  receptors  in  the 

plasma  membrane,  which  is  facilitated  with  ligand  binding  and  which  results  in  receptor 

trimerization172,  174.    Although  ligand  binding  was  originally  thought  to  be  required  for  DISC 

formation,  there  is  substantial  evidence  showing  the  formation  of  preassembled  death  receptor 

complexes  (such  as  ones  containing  CD95  and  CD120a)  on  the  cell  surface  in  the  absence  of 

ligand179.    This has been  shown  to occur due  to  interaction of  the membrane‐distal  extracellular 

cysteine‐rich domain termed the preligand assembly domain180.   The ligand‐independent activation 

of death receptors resulting in apoptosis is well‐documented in a variety of cases181‐186. 

5.2.4  Deciphering the direct mechanism of action of multivalent Rtx 

Rtx‐LNP was  shown  to  induce  apoptosis  in  target  lymphoma  cells  in  Figure  2.2,  and  the 

levels  of  apoptosis  were  also  shown  to  be  valence‐dependent  in  Figure  4.6.    The  aims  of  the 

experiments outlined  in  this chapter were to  first determine whether the observed apoptosis was 

caspase‐dependent, and  if  so,  to determine  the pattern of  caspase activation  to discern whether 

Rtx‐LNP was  inducing apoptosis through the intrinsic or extrinsic apoptosis pathway.   Based on the 

known mechanisms of apoptosis described, further experiments were performed to determine the 

specific  proteins  involved  in  the mechanism  of  action  of  this  apoptosis.    Because  the  level  of 

apoptosis  was  valence‐dependent,  signaling  events  directly  preceding  apoptosis  (such  as 

concentrations of activated proteins that  induce apoptosis) were also valence‐dependent.   Finally, 

the role of the  liposomal component  in the  induction of apoptosis by multivalent Rtx‐LNP was also 

examined. 
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5.3  Materials and methods 

5.3.1  Materials and cell lines 

  The  Vybrant  FAM  Caspase‐8  Assay  Kit,  Alexa  Fluor  488‐labeled  cholera  toxin  subunit  B 

(A488‐CTX),  Annexin‐V  binding  buffer,  recombinant  human  Annexin‐V  labelled  with  fluorescein 

isothiocyanate  (Annexin‐V‐FITC), and  the Alexa Fluor 647  (A647) monoclonal Ab  labeling  kit were 

obtained  from  Invitrogen  (Burlington ON, Canada).   The SensoLyte AFC  (7‐amino‐4‐trifluoromethyl 

coumarin) Caspase Profiling Kit was purchased  from AnaSpec  (Fremont CA, USA).      The  caspse‐8 

inhibitor Z‐IETD‐FMK was obtained from R&D Systems (Minneapolis MN, USA).  The negative control 

peptide Z‐FA‐FMK was obtained  from Santa Cruz Biotechnology  (Santa Cruz CA, USA).   The death 

domain receptor antibody detection set was purchased from ProSci (Poway CA, USA).  A647‐labeled 

Abs against CD120a (A647‐CD120a) and CD95 (A647‐CD95) as well as an A488‐labeled anti‐DR4 Ab 

(A488‐DR4), an A488‐labeled mouse  IgG1 negative control, an A647‐labeled mouse  IgG2a negative 

control, and a FITC‐labeled anti‐Rtx Ab (FITC‐anti‐Rtx) were obtained from AbD Serotec (Kidlington, 

UK).    Streptavidin‐coated polystyrene microspheres with  a diameter of 100 nm  (streptavidin‐MS) 

were purchased from Bangs Laboratories (Fishers IN, USA).  DyLight 649‐conjugated goat anti‐rabbit‐

IgG  F(ab’)2  fragment  (D649‐anti‐rabbit‐IgG) was  purchased  from  Jackson  ImmunoResearch  (West 

Grove PA, USA).  Disposable PD‐10 columns (which contain Sephadex G‐25 medium) were obtained 

from GE Healthcare Life Sciences (Piscataway NJ, USA).   Unless noted otherwise, all other reagents 

were obtained from Sigma‐Aldrich and were of the highest quality available. 

  Ramos and Z138 cell lines were acquired and maintained as described in Section 4.3.2. 

5.3.2  Preparation of RtxLNPs 

  The methodology described in Chapter 3 and summarized in Figure 3.1 was used to prepare 

and characterize two separate batches (four valences each) of Rtx‐LNPs with valences up to 204.   
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5.3.3  Assay for quantifying caspase8 levels in treated cells 

  The  Vybrant  FAM  Caspase‐8  Assay  Kit  was  employed  to  quantify  levels  of  caspase‐8  in 

treated cells.  The kit contains the cell‐permeable and noncytotoxic peptide reagent FAM‐LETD‐FMK, 

which contains an affinity peptide sequence specific  to activated caspase‐8  (leucine‐glutamic acid‐

threonine‐aspartic acid (LETD)).  Upon association with the peptide sequence, the probe covalently 

binds  to  cleaved  caspase‐8  through  the  fluoromethyl  ketone  (FMK)  moiety,  while  the  FAM 

(carboxyfluorescein) reporter has excitation and emission wavelengths of approximately 488 nm and 

530  nm,  respectively.    Bound  FAM‐LETD‐FMK  remains  within  the  cell,  while  unbound  reagent 

diffuses out and  is washed away.    In each well of a 48‐well plate, 2.5 × 105 Ramos cells  in 250 μL 

medium were added and treated with HBS, Rtx, or Rtx‐LNP (10 μg dose).  For the time‐course study, 

Rtx‐LNP(165)  was  employed  and  incubation  was  allowed  to  proceed  for  different  times  at  6  h 

intervals up to 48 h after treatment.   For the valence‐dependence study, different valences of Rtx‐

LNP were employed and analysis was performed 24 h post‐treatment.  After the treatment time, 8.3 

μL of a 30x FAM‐LETD‐FMK solution (prepared according to kit instructions) was added to each well 

and the plate was gently shaken on a plate shaker for 3 min.  The plate was then incubated at 37 oC 

and 5 % CO2  for 60 min, and the plate was mixed every 20 min during the  incubation.   Cells were 

resuspended and transferred to Eppendorf tubes, spun  in a microcentrifuge at 7000 rpm  for 15 s, 

washed  twice with wash  buffer  (500  μL  and  300  μL),  then  resuspended  in  350  μL wash  buffer 

containing 0.2 μg/mL propidium iodide (PI) before analysis on a FACSCalibur flow cytometer (Becton 

Dickinson,  San  Jose,  CA).    FAM  fluorescence was measured  in  the  FL1  channel.   Using  a  sample 

where caspase‐8 was irreversibly inhibited using Z‐IETD‐FMK (cells were treated with 200 μM for 4 h 

at 37 oC), a fluorescence intensity threshold in the FL1 channel was defined above which cells were 

considered caspase‐8 positive.   Treatments were performed  in  triplicate, and data here and  in all 

subsequent figures is shown as mean ± standard deviation (SD) unless noted otherwise.  Two‐tailed 

unpaired Student’s t‐tests were performed in all cases with a level of significance of 0.05. 
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5.3.4  Profiling of caspases and inhibition of caspase8 

  The  SensoLyte  AFC  Caspase  Profiling  Kit  was  used  according  to  the  manufacturer’s 

instructions  to measure  levels of  cleaved  caspases 1, 2, 3 and 7  (3/7), 6, 8, and 9  in  response  to 

different  treatments.   The kit contains a  substrates  specific  to each caspase  that contains an AFC 

that when cleaved from the substrate by the caspase, has emission and excitation wavelengths of 

approximately 380 nm and 500 nm, respectively.   

A total of 2 × 106 Ramos cells in 2.0 mL medium were treated with HBS or an 80 μg dose of 

Rtx or Rtx‐LNP(150) for 24 h.  For experiments involving inhibition of caspase‐8 using Z‐IETD‐FMK or 

Z‐FA‐FMK (negative control), 200 μL of a 2.0 mM solution in cell culture medium were added to the 

cells which were then  incubated for 4 h at 37 oC before treatment with Rtx‐LNP(150) as described 

above.   A  positive  control  consisted  of  treatment with  4.0  μM  camptothecin  for  4  h.   After  the 

incubation, cells were collected by centrifugation at 500g for 5 min, and the pellet was resuspended 

in 1.3 mL of lysis buffer (provided with the kit).  The suspension was rotated on a rotating apparatus 

for 30 min at 4 oC, then centrifuged at 2500g for 10 min at 4 oC.   A total of 50 μL of the resulting 

caspase‐containing supernatant were added  to  the wells of a 96‐well plate containing  the various 

substrates dissolved  in assay buffer and dithiothreitol  (DTT).   Samples were  in  triplicate  for every 

caspase  for each  treatment.   Plates were  shaken and  read every 30 min  for up  to 3 h.   Average 

fluorescence  intensities  were  calculated  after  subtracting  averages  of  blanks,  and  were  scaled 

relative to HBS for each caspase.   

  The  Fluorstar  fluorescence  plate  reader was  calibrated  using  free  AFC,  and  fluorescence 

readings were obtained in the linear range of an emission intensity versus AFC concentration plot.   

5.3.5  Measurement of levels of death receptors using flow cytometry 

  To quantify levels of death receptors in treated cells, 2.5 × 105 Ramos or Z138 cells in 500 µL 

medium were  treated with  a  10  μg  dose  of  Rtx,  Rtx‐LNP,  or  an  equivalent  volume  of HBS,  and 
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analyzed  at  different  times  after  treatment.    For  analysis  using  flow  cytometry,  cells  were 

transferred to 1.5 mL Eppendorf tubes and spun in a microcentrifuge at 7000 rpm for 15 s.  Pellets 

were washed with  cold PBSB  (phosphate‐buffered  saline  (PBS) + 0.1% bovine  serum albumin, pH 

7.4) and resuspended in 20 µL PBSB.  An appropriate volume of each Ab was added and cells were 

stained  for 1 h on  ice.   A  titration was performed on each Ab to determine  levels of saturation  in 

each cell line and appropriate volumes of Ab required to be added (generally between 0.5 – 3.0 µL).  

Primary labeled Abs consisted of A647‐CD95, A488‐DR4, and A647‐CD120a, and nonlabeled primary 

Abs  included anti‐DR3, DR4, DR5, and DR6 Abs  from  the death domain  receptor Ab detection set 

(see Section 5.3.1).   

After  staining  for  1  h  on  ice,  cells  were  washed  with  cold  PBSB.    For  staining  with  a 

secondary Ab (if required), pellets were resuspended in 20 µL cold PBSB containing 0.5 µL D649‐anti‐

rabbit‐IgG, incubated for an additional 1 h on ice, then washed again with cold PBSB.  Pellets were 

then  resuspended  in 300 µL PBSB containing 0.5 µg/mL propidium  iodide  (PI),  filtered  through 35 

µm  strainers,  and  analyzed  on  a  FACSCalibur  flow  cytometer  (Becton  Dickinson,  San  Jose,  CA) 

collecting 10,000 events for each sample.   Appropriate single‐stained controls were run in all cases 

to set compensation.   Fluorescence  intensities were obtained  from analysis with FlowJo software, 

and  triplicates were averaged  to obtain mean  fluorescence  intensities  (MFIs).   For each dose,  the 

MFI  from  the appropriate negative control was subtracted  from each measured MFI value before 

being scaled to obtain relative MFIs.   

5.3.6  AnnexinV/PI apoptosis assay and measurement of CD120a  levels within 

apoptotic subpopulations 

  The Annexin‐V‐FITC apoptosis assay was performed as described in Section 4.3.8 using 2.5 × 

105  Ramos  cells  in  500  µL medium  and  a  10  µg  Rtx  dose,  and  cells were  co‐stained with A647‐

CD120a  (2  μL  /  sample) during Annexin‐V‐FITC  staining.   Quadrants were  set as described on  the 
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plots of PI  versus Annexin‐V‐FITC  fluorescence  intensity, and  the quadrants were  set as  separate 

gates in order to measure the expression of CD120a within the early apoptotic (PI–/Annexin‐V‐FITC+), 

necrotic  (PI+/Annexin‐V‐FITC+),  and  viable  (PI–/Annexin‐V‐FITC–)  populations.    Appropriate  single‐

stained and double‐stained positive controls (cells treated with 4.0 µM camptothecin at 37 oC for 4 

h) were run to set compensation, and A647‐labeled IgG2a negative control was used to set the FL4 

detector voltage (for A647 emission detection) such that the negative signal occurred within the first 

decade.   Analysis of percentages within each population  and mean  fluorescence  intensities were 

performed using FlowJo software.     

5.3.7  Confocal laserscanning fluorescence microscopy 

  Samples were prepared using  the  same procedure as described  in Section 4.3.5, with  the 

exception of staining and the microscope used.  For staining of caspase‐8 using FAM‐LETD‐FMK, the 

same procedure as described  in Section 5.3.4 was used;  for CD120a staining  (either on  its own or 

after  caspase‐8  staining),  cells were  resuspended  in  20  µL  cold  PBSB  containing  an  appropriate 

volume (determined by titration – Section 5.3.6) of A647‐CD120a and  incubated on  ice for 30 min, 

then 5 × 104 cells were suspended  in a  total of 50 µL of cold serum‐free medium and allowed  to 

adhere on each 8 mm poly‐L‐lysine glass cover slip for 1 h on ice before washing the cover slips with 

HBS and fixing with paraformaldehyde as described in Section 4.3.5.  Sample preparation proceeded 

as described in Section 4.3.5.     

  Samples  were  imaged  on  a  confocal  Eclipse  TE2000‐E  microscope  (Nikon  Instruments, 

Melville NY, USA) controlled with EZ‐C1 software.   Acquired  images were converted to TIFF format 

for presentation.   
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5.3.8  Preparation of RtxMS 

  To  prepare  Rtx‐MS,  Rtx  was  biotinylated  using  the  nickel  immobilized  metal  affinity 

chromatography  (NIMAC) method described  in Section 3.3.6 with a 10‐fold molar excess of NHS‐

PEG‐biotin  with  respect  to  Rtx,  yielding  between  1  and  2  biotin  groups  per  Rtx  molecule.  

Streptavidin‐MS were exchanged into HBS using a PD‐10 column in order to remove surfactants and 

EDTA.  Based on the certificate of analysis provided by the manufacturer, a fivefold molar excess of 

Rtx‐biotin was added with respect to streptavidin present in the streptavidin‐MS suspension in order 

to produce Rtx‐MS.   The suspension was  incubated with stirring at room  temperature  for 30 min, 

then at 4 oC for 12 h.  Unbound Rtx‐biotin was purified from Rtx‐MS using Sepharose CL‐4B columns 

pre‐equilibrated with HBS.   

 

5.4  Results 

5.4.1  Caspase dependence of RtxLNPinduced apoptosis 

To  determine  whether  Rtx‐LNP‐induced  apoptosis  proceeds  via  a  caspase‐dependent 

mechanism,  the caspase‐8‐specific peptide  reagent FAM‐LETD‐FMK was employed  (Section 5.3.3).  

Time‐course  experiments  were  performed  to  determine  the  activation  state  of  this  caspase  in 

treated Ramos cells at different points after treatment.  As shown in Figure 5.1A, caspase‐8 was not 

activated  in Ramos cells after treatment with HBS or Rtx, but  it was activated after treatment with 

Rtx‐LNP(165).   The  fraction of  caspase‐8 positive  cells  increased until 30 h  after  treatment,  after 

which point levels of caspase‐8 began to drop.  At the 30 h time point, 83 % of cells were found to 

be caspase‐8‐positive compared to 19 % and 18 % for HBS and Rtx, respectively (p < 0.005 between 

both Rtx‐LNP(165) and HBS/Rtx).  These data correlate with the apoptosis data in Figure 4.5B, which 

shows a similar time course to the one observed here.  Moreover, the percentage of caspase‐8‐   
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Figure  5.1    Rtx‐LNP‐induced  apoptosis  is  dependent  on  the 

activation of caspase‐8. 

(A) Levels of cleaved caspase‐8 are shown with respect to time 

in Ramos cells after different treatments.  (B) Expression levels 

of  each  activated  caspase  are  shown  for  the  various 

treatments  as  the  measured  fluorescence  values  after 

subtracting  blanks  and  normalizing  to  HBS‐treated  samples.  

By treating cells with a peptide inhibitor specific for caspase‐8 

(Casp‐8  inh.)  for  4  h  and  then  treating  the  cells  with  Rtx‐

LNP(150), levels of nearly all activated caspases were reduced 

to  levels  similar  to  blanks.  (C)  Levels  of  cleaved  caspase‐8 

measured after treating Ramos cells with different valences of 

Rtx‐LNP for 24 h.  
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positive cells  in Figure 5.1A  is roughly equal  to the sum of the percentages of early apoptotic and 

necrotic cells in Figure 4.6A. 

The elevated levels of caspase‐8 suggest that apoptosis occurred via the extrinsic apoptosis 

pathway, which  involves  formation of  the DISC.   Next,  to determine  the pattern of  activation of 

other  caspases,  the  levels  of  activated  caspases  1,  2,  3,  6,  7,  8,  and  9 were  profiled  24  h  after 

treatment.     These data are shown  in Figure 5.1B and they  indicate that treatment of Ramos cells 

with  Rtx  resulted  in  similar  levels  of  caspase  activation  as  treatment  with  HBS  (no  drug),  but 

treatment with Rtx‐LNP(150) resulted in an approximately two‐fold higher level of detected cleaved 

caspase levels for all caspases tested (p < 0.005 for every caspase between valences 0 or 2 and 150).  

A positive control was also carried out by treating cells with 4.0 μM camptothecin for 4 h, and these 

samples showed elevated levels of all caspases compared to HBS, particularly the reading from the 

caspase 3/7 substrate, which was at  least 10‐fold higher than all other caspases (data not shown).  

This  is expected since camptothecin  inhibits  topoisomerase  I, causing DNA damage  that  results  in 

apoptosis  through  the  intrinsic pathway, which does not  involve caspase‐8‐dependent  initiation82, 

187.   

To determine whether caspase‐8 is responsible for the activation of the other caspases, cells 

were  treated  for 4 h with  Z‐IETD‐FMK,  a  cell‐permeable,  irreversible peptide  inhibitor  specific  to 

caspase‐8, followed with a 24 h treatment with Rtx‐LNP(150).  Figure 5.1B shows that the inhibition 

of caspase‐8 resulted in a dramatic reduction in the levels of activated caspases down to levels that 

were  roughly  one‐tenth  of  those  in  HBS‐treated  cells  (caspases  3/7  and  6)  or  similar  to  blanks 

(caspases 1, 2, and 9).   The caspase with the highest  level of activation was caspase‐8  itself, which 

was 0.33 with respect to HBS (p < 0.005 for every caspase between valences 0 or 2 and 150(Casp‐8 

inh.)).   

Ramos cells that were pretreated with equivalent amounts of Z‐FA‐FMK, a negative control 

peptide that does not inhibit caspases, showed levels of cleaved caspases after treatment with Rtx‐
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LNP(150)  that were  similar  to  those  after  treatment with  Rtx‐LNP(150)  alone  (data  not  shown).  

Apoptosis was also significantly  reduced by  inhibiting caspase‐8;  treatment of Ramos cells with Z‐

IETD‐FMK followed by Rtx‐LNP(165) resulted in 11% of cells in early apoptosis, compared to 61% for 

cells treated only with Rtx‐LNP(165)  (p < 0.001), as measured using  flow cytometry  (Section 5.3.6; 

data not shown).  These data therefore indicate that the direct induction of apoptosis by Rtx‐LNP is 

caspase‐dependent, and they are consistent with the role of caspase‐8 as the initiating caspase.   

Since apoptosis induced by Rtx‐LNP is valence‐dependent as shown in Figure 4.6, one would 

also expect that levels of activated caspase‐8 would show a valence‐dependent relationship.  Ramos 

cells were therefore treated with different valences of Rtx‐LNP and caspase‐8 levels were measured.  

Figure  5.1C  confirms  that  the  levels  of  activated  caspase‐8  are  valence‐dependent, with  higher 

valences producing elevated  levels compared to  lower valences.     Ramos cells treated with HBS or 

Rtx  showed  16  %  caspase‐8‐positive  cells,  while  treatment  with  Rtx‐LNP(158)  resulted  in  65  % 

caspase‐8‐positive cells (p < 0.001).   These data, when taken together, reveal that Rtx‐LNP  induces 

apoptosis in lymphoma cells via the caspase‐8‐dependent extrinsic apoptosis pathway. 

5.4.2  Dependence  of  tumor  necrosis  factor  receptor  superfamily  member 

expression on apoptosis induced by RtxLNP 

As described in Section 5.2, the extrinsic apoptosis pathway involves formation of the DISC, 

which normally contains specific members of  the TNFR superfamily.    In order  to determine which 

receptor(s),  if  any,  initiate  the  extrinsic  apoptosis  pathway  after  treatment  with  Rtx‐LNP,  the 

expression  levels  of  death  domain‐containing  death  receptors were measured  at  different  times 

following treatment with HBS, Rtx, or Rtx‐LNP.  The data summarized in Figure 5.2 show the results 

for  three key death  receptors: CD95  (Fas  receptor), death  receptor 4  (DR4), and CD120a  (TNFR‐I).  

Figure 5.2A  summarizes  the  fluorescence  intensities measured  in  the  total Ramos  cell population 

after staining with  fluorescently  labeled primary Abs against  the shown antigens.    In  the  total cell 
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population, DR4 showed very low staining over all treatments, and the labeling of CD95 was also low 

and  constant  except  at  24  h  after  treatment with  Rtx‐LNP(165), where  the  relative MFI was  5.7 

compared to 0.96 for HBS at the same time point (p < 0.05).  The most significant change was with 

CD120a, where the relative MFI after treatment with Rtx‐LNP(165) was 9.2 after 4 h compared to 21 

after 24 h  (p < 0.005  in both cases compared  to HBS at  the  same  time point).   The  total  staining 

levels of CD95, DR4, and CD120a were similar in Z138 cells (data not shown).   

 

Figure 5.2  CD120a expression is dramatically elevated in lymphoma cells after treatment with Rtx‐LNP.   

Using  flow  cytometry,  the  relative  expression  levels  of  the  indicated  death  receptors were measured  in  the  total  cell 

population  of  treated  Ramos  cells  (A)  as well  as  in  the  plasma membrane  of  Ramos  (B)  and  Z138  (C)  cells.    Plasma 

membrane expression was obtained by measuring fluorescence intensities in the PI‐ population.  MFI, mean fluorescence 

intensity.    
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Figure 5.2B & C show the  levels of each death receptor  in the plasma membrane after the 

same  treatments, obtained by gating  for  the cells  that exclude PI.   The  same overall  trends were 

observed in the PI– populations as in the total cell populations, with the levels of CD120a being the 

highest of all the death receptors that were tested.  In general, levels of all death receptors did not 

change after the start of treatment (0 h) in cells treated with HBS or Rtx.  Comparing Figure 5.2A to 

Figure 5.2B, one notable observation was that most of the detected CD120a in Figure 5.2A after 4 h 

was associated with the plasma membrane (relative MFI of 9.2 in Figure 5.2A and 6.4 in Figure 5.2B, 

representing  70%  of  the  signal), while  the majority  after  24  h was  associated with  intracellular 

staining (relative MFI of 21 in Figure 5.2A and 4.8 in Figure 5.2B; 23% of the signal).  Also, levels of 

CD120a  in Ramos cells at 4 h after  treatment with Rtx‐LNP(165)  (relative MFI of 6.4) were higher 

than those at 24 h (relative MFI 4.8) (p < 0.05), but the other death receptors showed highest levels 

in the plasma membrane at 24 h (0.78 for DR4 (p < 0.005), 1.6 for CD95 (p < 0.0005; both compared 

to HBS)).  Observations in Z138 cells (Figure 5.2C) paralleled those in Ramos cells, with the exception 

that the average CD120a levels in the plasma membrane at 24 h after treatment with Rtx‐LNP(152) 

were higher than those after 4 h (5.5 compared to 3.6), albeit the difference  is not significant (p > 

0.05).   

Levels of DR3, DR5,  and DR6  in Ramos  cells were  also  tested using  fluorescently  labeled 

secondary Ab detection after staining with primary Abs (not shown); at 4 h and 24 h post‐treatment, 

DR3 and DR6 showed similar expression as DR4 (total and PI– populations), and the expression levels 

of DR5  lied  between  those  of DR3/DR4/DR6  and  CD95,  i.e.   DR3  ≈ DR4  ≈ DR6  < DR5  <  CD95  < 

CD120a.    These data  indicate  a  global upregulation of death  receptors  in  the plasma membrane 

following treatment with Rtx‐LNP but not Rtx, with CD120a undergoing by far the most significant 

upregulation.  This indicates that CD120a may play a key role in the direct induction of apoptosis by 

Rtx‐LNP.  
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5.4.3  CD120a  is  equally  upregulated  in  viable  and  early  apoptotic  cells  after 

treatment with RtxLNP 

With CD120a being the member of  the TNFR superfamily that  is most upregulated  in cells 

treated with Rtx‐LNP, we further  investigated which subpopulations (viable, apoptotic, or necrotic) 

expressed elevated  levels of CD120a.   As described  in Section 5.3.6, analysis was performed using 

flow cytometry on HBS‐, Rtx‐, or Rtx‐LNP‐treated cells that were triple‐stained with Annexin‐V‐FITC, 

PI, and Alexa Fluor 647  labeled anti‐CD120a Ab (A647‐CD120a).   As shown  in the  leftmost plots  in 

Figure 5.3, cell populations were gated according to whether they were viable (V), early apoptotic 

(A),  or  necrotic  (N),  and  within  each  subpopulation,  the  expression  of  CD120a  is  shown  in  the 

corresponding dot plots.  

 

 

Figure 5.3  CD120a levels are elevated in the viable and apoptotic fractions of Rtx‐LNP‐treated cells 8 h after treatment.   

Ramos cells were treated with Rtx (A) or Rtx‐LNP(165) (B) for 8 h, then triple‐stained with Annexin‐V‐FITC, PI, and A647‐

CD120a.  Gates were set for each quadrant on a plot of PI versus Annexin‐V‐FITC fluorescence intensities (shown at the left 

of the figure) using HBS‐treated cells as a negative control (not shown).  A647‐CD120a expression within each of the three 

relevant quadrants is shown (V, viable; A, early apoptotic; N, necrotic).  Mean fluorescence intensities and percentages of 

cells  in each population  are  indicated on  the dot plots.    The  fluorescence  intensities  in  viable  and apoptotic  cells  (PI–) 
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represent  the  expression  of  plasma membrane‐bound  CD120a, while  CD120a  in  necrotic  cells  is  significantly  elevated, 

presumably  from  intracellular,  extracellular,  and  nonspecific  staining.    These  data  correlate  with  the  confocal  laser‐

scanning fluorescence microscopy images shown at the right of the figure, where elevated staining of A647‐CD120a (red) is 

visible in Rtx‐LNP(165)‐treated cells, and necrotic cells are visible in both samples.  FI, fluorescence intensity.  Scale bars, 20 

μm.  

 

This experiment revealed that the expression of CD120a in viable and early apoptotic cells is 

low in cells treated with Rtx but higher in cells treated with Rtx‐LNP(165).  In both cases, the viable 

and early apoptotic fractions showed relatively equal levels of CD120a expression (shown directly on 

the dot plots).   Since these fractions both constituted cells which excluded PI, these CD120a  levels 

represent plasma membrane‐bound (extracellular) CD120a.  The mean fluorescence intensity (MFI) 

of an A647‐labeled negative  isotype control under the same conditions was 14.4 (not shown), and 

when this value is subtracted from the MFIs shown in Figure 5.3, the level of CD120a in the plasma 

membrane of viable and early apoptotic cells after treatment with Rtx‐LNP(165) (Figure 5.3B) is 10‐

fold  higher  than  that  in  Rtx‐treated  cells  (Figure  5.3A).    The  data  for HBS‐treated  cells was  very 

similar to that  for Rtx‐treated cells and  is therefore not shown.   Regardless of treatment, necrotic 

cells  showed much  higher  CD120a  staining,  possibly  due  to  an  internal  pool  of  CD120a  and/or 

nonspecific intracellular staining.  

Confocal  laser‐scanning  fluorescence microscopy  images  seen  at  the  right  of  Figure  5.3 

confirm the flow cytometry data since they show significantly higher levels of CD120a in the plasma 

membrane of cells treated with Rtx‐LNP(165) compared to Rtx, and a few necrotic cells are visible in 

both cases with high staining throughout the cells.  These data suggest that the direct mechanism of 

action of Rtx‐LNP  involves upregulation and activation of CD120a  in  the plasma membrane.   This 

CD120a would subsequently form DISCs with caspase‐8,  leading to apoptosis.   The upregulation of 

CD120a in the plasma membrane can only be responsible for apoptosis if it precedes apoptosis, and 

the observation that CD120a levels are equal in the viable and early apoptotic fractions of Rtx‐LNP‐

treated cells does initially suggest that CD120a upregulation occurs before the onset of apoptosis.   
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5.4.4  Time course and valence dependence of CD120a upregulation 

Having established  that CD120a shows higher expression  in  the plasma membrane of Rtx‐

LNP‐treated lymphoma cells, we next determined the time course of CD120a upregulation.  At time 

points  between  0  h  and  48  h,  plasma‐membrane  levels  of  CD120a  were measured  using  flow 

cytometry by measuring  the  intensity of A647‐CD120a  staining within  the PI–  cell population.   As 

shown in Figure 5.4A, these experiments revealed that CD120a expression increased in the plasma 

membrane up to approximately 8 h post‐treatment, then decreased to relatively stable levels by 24 

h  after  treatment.    This  is  contrasted  to  the A647‐CD120a  signal  from  the  total  cell  population, 

which continued to  increase up to 48 h post‐treatment, consistent with Figure 5.2A & B  (data not 

shown). 

The maximum observed values were an 18‐fold higher CD120a expression (relative to HBS) 8 

h after  treatment with Rtx‐LNP(158)  (p < 0.001 between  this and other  time points  for  the  same 

treatment), and an 8.1‐fold higher expression at 16 h after treatment with Rtx‐LNP(63) (p > 0.05 for 

the 8 h time point, and p < 0.05 for the other time points).   By 24 h post‐treatment, these relative 

expression values decreased  to 5.2  (valence 158) and 3.8  (valence 63) with  respect  to HBS at  the 

same time point.   Increases in plasma‐membrane CD120a levels were not observed in cells treated 

with Rtx, which showed levels equal to HBS‐treated cells (relative MFI = 1 in Figure 5.4A) at all time 

points  (p  >  0.05).    A  comparison  of  Figure  5.4A  to  Figure  4.5B  shows  that maximum  apoptosis 

occurred  approximately  16  h  after  peak  plasma membrane  CD120a  levels  (peak  CD120a  at  8h, 

apoptosis  at  24  h  post‐treatment).    This  time  course  is  consistent with  the  notion  that  Rtx‐LNP 

treatment results in CD120a upregulation and activation leading to subsequent apoptosis. 
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Figure  5.4    CD120a  expression  levels  in  the  plasma membrane  are  highest  at  8  h  post‐treatment  and  are  valence‐

dependent.  

(A) The expression of plasma membrane‐bound CD120a in non‐necrotic Ramos cells was significantly higher in cells treated 

with Rtx‐LNP, suggesting that Rtx‐LNP causes upregulation of CD120a in the plasma membrane.  Peak CD120a levels in the 

plasma membrane were observed approximately 8 h post‐treatment.   (B & C) The treatment of Ramos (B) and Z138 (C) 

cells with Rtx‐LNPs of higher valence resulted in enhanced upregulation of CD120a in the plasma membrane.  This valence‐

dependent process mirrors the valence‐dependent levels of apoptosis induced by Rtx‐LNP shown in Figure 4.6.  MFI values 

are shown on the histograms.     
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To  determine  if  CD120a  upregulation  corresponds  to  the  valence‐dependent  levels  of 

apoptosis shown  in Figure 4.6,  the plasma membrane  levels of CD120a were next measured after 

treating Ramos and Z138 cells with the various Rtx‐LNP valences.   Figure 5.4B & C illustrate that in 

all  cases,  treatment  with  the  higher  valences  of  Rtx‐LNP  resulted  in  more  elevated  CD120a 

expression, even though all cells were given the same dose of Rtx.  Measured levels of CD120a also 

correlated with  the percentages of apoptotic  cells  in Figure 4.6  insofar as different valences  that 

induced relatively the same amount of apoptosis also resulted in equal expression of CD120a in the 

plasma membrane.  Moreover, the Z138 lymphoma cell line was less sensitive to apoptosis induced 

by Rtx‐LNP, and  increases  in  the  levels of CD120a  in  this  cell  line were more modest  than  in  the 

Ramos cell line.  Together, these data confirm that upregulation and activation of CD120a appears to 

play a central role in the direct mechanism of action of Rtx‐LNP.  

5.4.5  Colocalization of caspase8 and CD120a 

Next, confocal laser‐scanning fluorescence microscopy images were obtained of Ramos cells 

treated with different valences of Rtx‐LNP and dual‐labeled with A647‐CD120a and FAM‐LETD‐FMK, 

the  latter of which  labels cleaved caspsase‐8 (Section 5.3.3).   FAM‐LETD‐FMK  is plasma‐membrane 

permeable,  but  cells were  not  permeabilized  prior  to A647‐CD120a  staining  in  order  to  visualize 

CD120a only  in  the plasma membrane.   Representative  images  are  shown  in  Figure  5.5  for  cells 

treated with Rtx‐LNP with valences of 32, 75, and 113.   
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Figure 5.5  Two slices of the same representative non‐necrotic Ramos cells 24 h after treatment with different valences 

of Rtx‐LNP.   

Activated caspase‐8‐rich regions (green; FAM‐LETD‐FMK emission) can be seen inside the cell colocalized with and directly 

adjacent to CD120a‐enriched domains in the plasma membrane (red; A647‐CD120a emission), suggesting that CD120a and 
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caspase‐8  are  both  DISC  constituents.    As  the  valence  increased,  CD120a  expression  became  higher,  and  caspase‐8 

activation became increasingly associated with plasma membrane CD120a.  Scale bars, 5 μm. 

 

 

These  images visually confirm  that greater CD120a upregulation occurred after  treatment 

with Rtx‐LNPs of higher valence, since  levels of CD120a (red) became more  intense as the valence 

increased.    The  images  also  show  specific  colocalization  of  CD120a  and  caspase‐8,  as  well  as 

caspase‐8  staining  in  the  intracellular  region directly adjacent  to CD120a‐enriched domains  in  the 

plasma membrane;  this  is particularly  the case at  the higher valences.   Procaspase‐8  is cleaved  to 

caspase‐8 while  it  is  bound  to  the  plasma membrane‐associated DISC;  after  cleavage,  caspase‐8 

leaves the inner leaflet of the plasma membrane and enters the cytoplasm87, 171.  This is illustrated in 

the images, which show an increasing degree of colocalized and adjacent caspase‐8 and CD120a as 

the  valence  increased  from 32  to 113.   These  experiments  visually  imply  that Rtx‐LNP  treatment 

results in CD120a upregulation and DISC formation with procaspase‐8, which is ultimately cleaved to 

caspase‐8, resulting in the initiation of apoptosis.   

5.4.6  CD120a  upregulation  and  direct  induction  of  apoptosis  result  from  Rtx 

multivalency and not the liposomal component of RtxLNP 

To  more  fully  understand  why  multivalent  Rtx‐LNP  induces  CD120a  upregulation, 

CD120a/procaspase‐8 DISC formation, and significantly higher levels of apoptosis compared to equal 

doses of Rtx,  it was  important  to  examine  the  role of  the  liposome  in Rtx‐LNP.   As described  in 

Section 1.2.2,  the  liposome  serves  as  a  scaffold  for bridging many Rtx molecules  together  into  a 

multivalent configuration, which  is distinct from traditional applications of  liposome technology.   If 

the liposome serves only a structural role without contributing to CD120a upregulation or induction 

of apoptosis, then the same effects should also be present when cells are treated with multivalent 

Rtx constructs that are not based on liposomes.   
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As an alternative  to Rtx‐LNPs, polystyrene microspheres  (MS) with a diameter of 100 nm 

were employed  to  create multivalent Rtx;  these MS have  the  same diameter as  the SUV used  to 

prepare  Rtx‐LNPs.    To  mirror  the  preparation  of  Rtx‐LNPs  employed  in  Chapter  3,  Rtx  was 

biotinylated on a NIMAC column under identical conditions (Section 3.3.6), and streptavidin‐coupled 

MS  (streptavidin‐MS) were  saturated with Rtx‐biotin, as described  in Section 5.3.8.   The  resulting 

Rtx‐MS were added to Ramos cells, and a dose‐response curve is shown in Figure 5.6A.  This figure 

illustrates that Rtx‐MS induced significantly elevated levels of apoptosis compared to equal doses of 

Rtx, which mirrors the behavior of Rtx‐LNP.   At a dose of 4.1 µg Rtx (in Rtx‐MS), 43% of cells were 

undergoing  early  apoptosis  after  24  h,  while  for  doses  of  20.6  µg  and  higher,  equal  levels  of 

apoptosis were observed for all doses (~60%); this is in contrast to 3–4% early apoptosis induced by 

bivalent  Rtx  at  all  doses  tested  (not  shown).   Maximum  levels  of  early  apoptosis  observed  after 

treatment with Rtx‐MS were similar to those measured after treatment with Rtx‐LNP, as shown  in 

Figure 4.6A.  Another parallel between the two figures is the inverse relationship between the viable 

and  apoptotic  cell  fractions,  indicating  that  in both  cases  cells were dying  via  apoptosis  and not 

another  mechanism  of  cell  death  that  would  result  in  viable  cells  directly  becoming  necrotic.  

Treatment of cells with Rtx‐biotin or  streptavidin‐MS  resulted  in  levels of apoptosis equivalent  to 

treatment with HBS (not shown). 
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Figure 5.6  Apoptosis via upregulation of CD120a is not an effect of the liposomal component of the formulation of Rtx‐

LNP.  

(A) Dose‐response curve for the treatment of 1.25  105 Ramos cells in 250 μL medium with Rtx‐MS for 24 h.  (B) Similar to 

treatment with  Rtx‐LNP,  Ramos  cells  treated with  different  doses  of  Rtx‐MS  exhibited  increased  apoptosis  alongside 

elevated plasma membrane CD120a  levels.   Both CD120a expression and apoptosis were measured 12h after treatment 

(compared  to  24h  in  (A))  in  order  to  simultaneously  measure  CD120a  expression  and  early  apoptosis,  which  show 

maximum values at 8h and 24h, respectively.   

 

 

Cells were next treated with amounts of Rtx‐MS in the region where dose‐dependent levels 

of apoptosis were observed (below a 25 µg Rtx dose).   Levels of CD120a  in the plasma membrane 

and  apoptosis  were measured  simultaneously  with  flow  cytometry  12  h  after  treatment.    The 

resulting  data,  shown  in  Figure  5.6B,  show  that  the  dose‐dependent  increases  in  apoptosis 

correspond  to elevated  levels of CD120a  in  the plasma membrane.   The  fraction of  cells  in early 

apoptosis increased from 6.9 % to 16 % (2.3‐fold; p < 0.005) from 0 to 13.2 µg Rtx (in Rtx‐MS) while 

the MFI  from A647‐CD120a  increased  from 43.7  to 402  (9.2‐fold; p < 0.0001)  for  the  same dose 

difference.    Each  successively  higher  dose  in  this  figure  shows  an  elevated  CD120a  expression 

compared  to  the  next  lowest  dose  (p  <  0.05  between  all A647‐CD120a MFIs).   However,  not  all 

measured levels of apoptosis show differences that are statistically significant; p > 0.05 for doses of 

0–3.3 µg  and 6.6–13.2 µg, but p  < 0.05  for pairs of doses when one dose  is  from each of  these 
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groups.  Note that apoptosis values in Figure 5.6B were measured at 12 h post‐treatment compared 

to 24 h post‐treatment in Figure 5.6A; this was necessary to simultaneously measure CD120a levels 

and apoptosis in the same cells, which show maximum values at 8 h and 24 h, respectively.  Overall, 

these results demonstrate  that a  liposome specifically  is not required  to achieve beneficial effects 

from multivalent Rtx because the same mechanism of action and maximum levels of apoptosis were 

reproduced using a non‐liposomal formulation.   

5.5  Discussion and conclusions 

5.5.1  Discussion 

The molecular basis of the direct mechanism of action of Rtx is poorly defined, but the work 

in this chapter provides some of the first evidence explaining the direct induction of apoptosis that is 

observed when Rtx is hypercrosslinked but not when it is bivalent (Sections 1.4.3 and 1.6.1).   After 

cells  are  treated with Rtx‐LNP,  the direct mechanism uncovered here  consists of upregulation of 

CD120a  in  the  plasma  membrane  followed  by  activation  of  caspase‐8  (consistent  with 

CD120a/procaspase‐8 DISC formation) and subsequent apoptosis.   

This mechanism  of  action  is  supported  by  the  observation  that  of  all  the  known  death 

receptors, CD120a  showed  the highest upregulation after  treatment with Rtx‐LNP  (Figure 5.2).    It 

was upregulated equally  in  the plasma membrane of both viable and early apoptotic cells  (Figure 

5.3),  suggesting  that  upregulation  preceded  apoptosis.    This  was  confirmed  with  time‐course 

experiments in Figure 5.4A which showed that peak plasma‐membrane CD120a levels occurred 8 h 

after  treatment with  Rtx‐LNP, while maximum  apoptosis was  observed  24  h  after  treatment,  as 

indicated in Figure 4.5B.  The time course of apoptosis was also consistent with the measured levels 

of activated caspase‐8 over time shown in Figure 5.1A. 
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 Moreover,  the  valence‐dependent  levels of CD120a  expression  in  the plasma membrane 

(Figure 5.4B & C) corresponded to the valence‐dependent levels of activated caspase‐8 (Figure 5.1C) 

as well  as  the  valence‐dependent  levels  of  apoptosis  in  Figure  4.6.    Finally,  the  same  CD120a‐

dependent mechanism was observed in two lymphoma cell lines (Ramos and Z138), and it was also 

the  same  regardless  of  the  type  of multivalent  construct  used  (Rtx‐LNP  or  Rtx‐MS;  Figure  5.6).   

Overall, this data supports a role of CD120a upregulation and activation in the direct mechanism of 

action of multivalent Rtx. 

Given  that  CD120a  is  expressed  in  all  human  cell  types  (Section  5.2.3),  there  are 

innumerable  reported  instances of CD120a upregulation  in  the pathogenesis of a wide  variety of 

diseases.  For example, its upregulation has been associated with cardiovascular diseases in diabetic 

rats188, ocular allergic inflammation189, and response to treatment for chronic hepatitis C190.  Various 

viruses, bacteria, and parasites also act by modulating the expression of CD120a, which may result in 

caspase‐dependent  apoptosis  or  NF‐κB‐induced  expression  of  inflammatory  or  antiapoptotic 

genes191.  In oncology specifically, CD120a has been shown to be upregulated by estrogen in human 

breast adipose fibroblasts, serving as a mechanism that supports breast tumor growth192.  It was also 

upregulated on endothelial cells in vitro and in vivo by endothelial monocyte activating polypeptide‐

II, a  tumor‐derived  inflammatory cytokine193.   Finally, CD120a was  shown  to be upregulated after 

treating chronic lymphocytic leukemia (CLL) B‐cells with fludarabine, resulting in apoptosis194. 

  The molecular basis of CD120a upregulation in the plasma membrane has been described as 

a method of sensitizing cells to its ligand, TNF‐α (refs. 172, 189, 193).  To test whether cells showed 

increased sensitivity to TNF‐α following treatment with Rtx‐LNP, cells were treated with soluble TNF‐

α in the presence and absence of different valences of Rtx‐LNP.  In all cases, regardless of whether 

Rtx‐LNP was added, the addition of TNF‐α to cells from 0.01 ng/mL to 1 μg/mL resulted in levels of 

apoptosis equivalent to treatments in the absence of TNF‐α (data not shown).   



• 120  

This  strongly  suggests  that  Rtx‐LNP‐induced  apoptosis  through  CD120a  is  ligand‐

independent,  consistent with other  reports of  ligand‐independent death  receptor activation181‐186.  

Although  previous  reports  have  indicated  that  soluble  TNF‐α  associates  with  CD120a  while 

membrane‐bound  TNF‐α  associates  with  CD120b  (which  does  not  contain  a  death  domain)195, 

ultimately  the  levels  of  soluble  and  plasma  membrane‐bound  TNF‐α  in  treated  and  untreated 

samples  of  cells  should  be  measured  in  order  to  firmly  establish  ligand  independence  of  this 

signaling process.   

Together, this chapter provides a proof‐of‐concept that the methodology  in Chapter 3 can 

be used to prepare many valences for use  in studying the mechanism of action of multivalent Ab‐

LNPs.    It also shows that non‐liposomal  formulations exhibit equivalent therapeutic activity  to Ab‐

LNPs  through  the same mechanism of action.   This  indicates  that  information obtained using Rtx‐

LNP in terms of the therapeutic activity of an Ab (for example, the valence at which optimal activity 

is observed) can be employed  in  the development of  formulations of multivalent Abs  that do not 

utilize  liposomes.   This may be useful  in cases where preparing many different valences of specific 

non‐liposomal multivalent Abs is difficult or not feasible.   

The  fact  that multivalent  therapeutic Abs  can  show enhanced efficacies  regardless of  the 

specific formulation (Figure 5.6) further supports the conclusions of Chapter 4 where the improved 

therapeutic effects were driven by hypercrosslinking of the target by the multivalent Ab.   It can be 

envisioned that another method of hypercrosslinking would entail treatment with Ab followed by a 

reagent  that hypercrosslinks  the Ab.   For example, as described  in Section 1.4.3, Rtx elicits higher 

levels  of  apoptosis  when  bivalent  crosslinking  is  achieved  using  a  2oAb.    Another  conceivable 

mechanism of hypercrosslinking may occur in vivo when the Fc region of Rtx present on lymphoma 

cells  interacts with  FcγR  on  effector  cells  of  the  immune  system.    This  constitutes  a multivalent 

interaction that is known to play a role in ADCC (Sections 1.4.2 & 2.2.2), but it has not been shown 

to contribute to the direct mechanism of action of therapeutic Abs.   The results from this chapter 
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suggest  that  if  effector  cells  can  induce  apoptosis  in  Rtx‐treated  cells  by  a  CD120a‐dependent 

mechanism, then they are capable of hypercrosslinking Rtx sufficiently to directly  induce apoptosis 

in vivo.   This would  imply that a CD120a‐dependent mechanism of action  is not only applicable to 

Rtx‐LNP,  but  also  to  regular  bivalent  Rtx  therapy,  shedding  light  on  the  poorly  defined  direct 

mechanism of action of this drug.     

5.5.2  Conclusions 

The direct mechanism of action of multivalent Rtx constructs, including Rtx‐LNP and Rtx‐MS, 

involves  the  induction of apoptosis  resulting  from CD120a upregulation  in  the plasma membrane 

and  resultant activation of caspase‐8.    Inhibition of caspase‐8 significantly decreased  the  levels of 

other activated caspases as well as Rtx‐LNP‐induced apoptosis.  This is consistent with the formation 

of DISCs that include both CD120a and procaspase‐8, and confocal fluorescence microscopy images 

showed  CD120a/caspase‐8  colocalization  as  well  as  caspase‐8  present  in  intracellular  regions 

adjacent  to  CD120a‐enriched  domains  on  the  cell  surface.    Higher  valences  of  Rtx‐LNP,  which 

induced greater levels of apoptosis, also caused more significant CD120a upregulation and caspase‐8 

activation, supporting earlier conclusions that more extensive hypercrosslinking of CD20 drives this 

direct mechanism of action.  Overall, this work provides a proof‐of‐concept that the methodology in 

Chapter  3  can  be  used  to  prepare many  valences  of multivalent Ab‐LNPs  for  use  in mechanistic 

studies, and  the results of such studies can be applied  to  the development of both  liposomal and 

non‐liposomal multivalent formulations.   
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6  In vivo relevance of a CD120adependent mechanism of action of 

rituximab 

6.1  Synopsis 

The previous chapter identified a novel mechanism of action of multivalent Rtx in vitro that 

involves the upregulation of CD120a and ensuing apoptosis.  By considering recent work concerning 

the molecular biology of CD120a, this chapter examines whether such a mechanism  is plausible  in 

vivo  after  normal  bivalent  Rtx  therapy.    The  results  suggest  a  possible  treatment  strategy  for 

improving the sensitivity of lymphoma cells to Rtx. 

6.2  Background 

6.2.1  The biology and function of CD120a 

Unlike other death  receptors  (discussed  in  Section 5.2.3), CD120a  is primarily  involved  in 

mediating  inflammation and not cell death174.    It  is often activated by  its  ligand, TNF‐α, which  is a 

trivalent ligand found in two forms, a soluble form and a plasma membrane‐bound form.   TNF‐α is 

also specific to another TNFR superfamily member, CD120b (also known as TNFR2), which  is not a 

death receptor since it does not possess an intracellular death domain172.  It has been suggested that 

the soluble form primarily activates CD120a while the membrane‐bound form activates CD120b195, 

but CD120a appears to dominate TNF‐α signaling in most cell types174, 175. 

TNF‐α  plays  a  key  role  in  inflammation  and  immunity,  as  well  as  the  proliferation  and 

differentiation of many different cell types177.  Like almost all of the TNFR ligands, it is expressed by 

cells of the  immune system,  including B cells, T cells, NK cells, and macrophages.   CD120a, on the 

other hand, is expressed by every cell type in the body (Section 5.2.3), and although the other TNFR 

family members are expressed by a wide variety of cells,  they are not done  so as ubiquitously as 
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CD120a177.    It  is  almost  exclusively  expressed  at  constitutively  low  levels  and  is  controlled  by  a 

noninducible promoter174.  

CD120a  and other TNFRs  contain  cysteine‐rich  repeats  in  their  extracellular domains  that 

mediate homophilic  interactions  in  the absence of  ligand.   The preligand assembly domain  is  the 

membrane‐distal first cysteine‐rich domain, and  it enables TNFRs to form homotrimers180.   Binding 

of the trivalent ligand to the preformed complexes induces intracellular signal transduction.  Ligand 

binding  is not always required for activation of the receptor, however, since signal transduction of 

CD120a and other death receptors has been reported in the absence of ligand181‐186.  

Once activated, CD120a is capable of  inducing both proapoptotic and antiapoptotic signals.  

As  described  in  further  detail  below,  the  signal  that  is  transmitted  is  ultimately  dictated  by  the 

compartmentalization  of  CD120a  in  the  plasma  membrane175.    Within  minutes  of  CD120a 

engagement  in response to TNF‐α or  independent of  ligand, one of two complexes can be formed: 

Complex  I, which  regulates  the expression of antiapoptotic proteins, or Complex  II, which  triggers 

cell death196, 197.   

Activation of CD120a induces the recruitment of specific proteins to the plasma membrane 

(TRADD, RIP1, TRAF2, and c‐IAP1/2), resulting  in the formation of Complex  I.   These proteins then 

undergo post‐translational modifications that lead to the translocation of NF‐κB to the nucleus and 

transcription of antiapoptotic  target genes  such as  cFLIP,  cIAP‐1,  cIAP‐2, TRAF1, and TRAF2174, 177.  

Alternatively,  Complex  II  can  form,  which  contains  the  DISC  as  described  in  Section  5.2.2.    It 

therefore  contains  procaspase‐8,  which  upon  cleavage  to  caspase‐8,  induces  apoptosis  by  the 

extrinsic pathway.  Complex II forms under conditions where Complex I activates JNK in a sustained 

manner.   JNK  inhibits cFLIP, which  itself  inhibits the cleavage of procaspase‐8  in the DISC/Complex 

II174, 177.    It has been  shown  that Complex  I  remains associated with  the plasma membrane while 

clathrin‐dependent  endocytosis  of  Complex  II  is  required  for  proapoptotic  signaling,  although 

endocytosis may be cell‐type dependent175.   
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Many  reports  have  demonstrated  that  Complex  I  efficiently  activates  NF‐κB  only  when 

present  in plasma membrane  rafts  (see below).    This  is because  the necessary post‐translational 

modifications required for NF‐κB activation can only take place  in the raft microenvironment174, 177.  

Outside of  rafts, Complex  I  therefore  activates NF‐κB poorly,  and  the proapoptotic Complex  II  is 

formed instead198.  

6.2.2  Plasma membrane rafts 

  The  plasma membrane  is  an  extremely  heterogeneous  environment.    In  contrast  to  the 

familiar “fluid mosaic” model of the plasma membrane199, the  local concentrations of proteins and 

other  molecular  constituents  vary  considerably  across  the  membrane  surface200.    Normal  cell 

signaling events depend on  these variations  in  local protein concentrations, and disruption of  this 

regulation  is  a  factor  in  the  pathogenesis  of many  diseases  including  cancer201‐204.    These  non‐

random  arrangements  are  maintained  by  the  complex  interplay  that  separates  the  plasma 

membrane  into  various  types  of  domains  such  as  clathrin‐coated  pits,  caveolae,  and membrane 

rafts205.   

Plasma membrane rafts are small (10–200 nm) domains, enriched in cholesterol (Chol) and 

sphingolipids, that compartmentalize cellular processes206.  They are unstable and transient on their 

own, but if stabilizing interactions arise, they aggregate into larger platforms207, and these platforms 

play significant roles in cell signaling108, 208.   

For example,  rafts and platforms  confine  specific proteins  to  small  regions of  the plasma 

membrane, and only proteins within the same raft or platform may  interact with each other.   This 

limits the number of other proteins with which a raft‐associated protein may interact209.  In addition, 

membrane rafts are slightly thicker and more tightly packed than the contiguous fluid phase, which 

may  impact protein conformation and thus function210.   Such spatial and temporal modulations of 

local protein concentrations in the plasma membrane play key roles in signal transduction, including, 
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for  example,  those  of  IgE  Fc  receptor  I  (FcεRI)  and  the  T‐cell  antigen  receptor211‐213,  as well  as 

Rtx/CD20  (see below).   Because  the plasma membrane  localization of a protein often dictates  the 

signals it transmits, it is surprising that such information is usually not specified in traditional linear 

signaling pathways.    

The protein  composition of  rafts and  signaling platforms  is highly dynamic214‐217.   The  raft 

affinity of  a  given membrane protein  is  affected by  (and  affects)  the  formation of  stabilized  raft 

platforms as a result of lipid‐lipid, protein‐protein, and lipid‐protein interactions207.   One  important 

example  is  that when  a moderately  raft‐associating  protein  becomes  oligomerized  as  a  result  of 

crosslinking,  its raft affinity usually  increases or decreases108, 218‐220.   This has been shown  in model 

membrane systems221, 222 as well as live cells223, 224.  Clearly this has implications with multivalent Ab 

constructs, which hypercrosslink  their  target  in  the plasma membrane;  it would be expected  that 

hypercrosslinking would modulate the raft affinity of the target. 

In terms of Rtx, many studies have documented that the raft affinity of CD20  increases as 

early as 15 min following Rtx treatment74, 168, 169.  Rtx induces apoptosis in CD20+ lymphoma cell lines 

in culture only when  it  is crosslinked with  reagents such as a 2oAb  (Sections 1.4.3 and 1.6.1), and 

crosslinking may be related to the modulation of CD20 raft affinity; some reports have shown that 

apoptosis does not occur after Rtx/2oAb  treatment  if membrane  rafts are disrupted  through Chol 

depletion74.  

With  respect  to  the  relationship between  rafts  and CD120a, disrupting  rafts by depleting 

cells  of  Chol  has  been  shown  in  numerous  instances  to  switch  antiapoptotic  CD120a  signaling 

(Complex  I)  to proapoptotic  signaling  (Complex  II).   The Chol content of  the plasma membrane  is 

therefore  one  factor  that  influences  the  dual  nature  of  CD120a  signaling174,  175,  177,  196‐198.    The 

signaling of CD95  (Fas) has also been shown to depend on rafts, but unlike CD120a, CD95 triggers 

apoptosis when  it  translocates  into  (rather  than  out  of)  rafts186.    The  interplay  between  CD20, 
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CD120a, and rafts after treatment with multivalent Rtx may therefore give clues to the mechanism 

of action of the direct induction of apoptosis. 

6.2.3  Studying plasma membrane rafts 

6.2.3.1  Detergentresistant membranes 

The predominant biochemical means to assess the potential affinity of a protein to plasma 

membrane rafts is through the analysis of detergent‐resistant membranes (DRMs).  It was originally 

observed  that  raft  constituents were  insoluble  in  cold  nonionic  detergents  such  as  Triton  X‐100 

(TX100), and that the resulting DRM fractions could be isolated by flotation using equilibrium density 

gradient centrifugation225.  It was found that detergent resistance of proteins in DRMs was related to 

Chol content226, so it was hypothesized that DRMs were equivalent to membrane rafts.   

It became clear, however, that DRMs are in fact the result of an aggregation process that is 

not  fully  understood227‐229.   Model membrane  studies have  shown  that  although  raft  lipids  resist 

solubilization by detergent230, 231, the detergent can also artificially  induce the formation of rafts232.  

DRM analysis has also been shown to be highly cell type‐dependent233.  Although useful as a tool to 

initially  assess  raft  affinity,  DRMs  do  not  reflect  membrane  organization  under  physiological 

conditions and therefore cannot be equated with rafts228.   

Although  detergent  solubility  and  insolubility  are  not  strict  criteria  in  themselves,  the 

usefulness of DRM analysis  lies  in observations of  changes  in DRM association upon  induction of 

physiologically  relevant  stimuli234.    One  of  the  first  such  demonstrations  was  in  studies  on  the 

allergic  immune  response, where  the multivalent  ligand  IgE  crosslinked  the FcεRI  receptor, which 

became detergent  insoluble  along with  its downstream  effectors235.    The use of DRMs  therefore 

represents a preliminary means of assessing raft affinity; differences  in detergent solubility before 

and after biological stimuli can be used as a basis for raft affinity234. 
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Alternative  approaches  to  study  rafts have been described  including detergent  resistance 

analysis on intact cells rather than cell lysate after ultracentrifugation236 as well as the preparation of 

fractions enriched in raft constituents without the use of detergents237.  A common way to support 

DRM data  is with confocal  laser‐scanning  fluorescence microscopy by observing  the colocalization 

between  a  protein  of  interest  and  a  constituent  known  to  associate  constitutively with  rafts.   A 

frequently  employed  raft marker  is  ganglioside  GM1, which  can  be  detected with  fluorescently 

labeled cholera toxin B subunit (CTX)224.  To further study the raft affinity of a protein, data obtained 

using DRMs and/or microscopy can be examined under conditions of modulated Chol content in the 

plasma membrane.  Addition of Chol results in the formation of new rafts, while decreasing the Chol 

content disrupts raft integrity238.   

6.2.3.2    Manipulation of plasma membrane cholesterol content 

MBCD is a reagent commonly used to remove Chol from the plasma membrane201, 238.  It is a 

cyclic  oligosaccharide  with  hydrophilic  external  faces  and  a  hydrophobic  internal  cavity.    The 

mechanism by which it efficiently removes Chol is related to its ability to lower the activation energy 

for  Chol  efflux;  this  is  done  by  allowing  the  Chol  molecule  to  incorporate  directly  into  the 

hydrophobic cavity without having to pass through an  intermediate aqueous phase.    It  is also this 

property that allows MBCD to be an efficient donor of Chol, so by employing MBCD complexed with 

Chol  (MBCD/Chol), cellular Chol content  can be enriched239.    It  is understood  that MBCD disrupts 

plasma membrane  rafts  by  removal  of  Chol,  but  some  caution must  be  observed  because  other 

cellular effects have been observed due  to MBCD  treatment  that are unrelated  to raft disruption, 

such as disruption of exocytosis, blockage of clathrin‐coated endocytic vesicles, and disruption of the 

actin cytoskeleton210.   It  is therefore  important to use more than one method of Chol depletion to 

verify results obtained with MBCD. 
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Other methods of disrupting  rafts by Chol  interference  include  sequestration using  filipin, 

nystatin or amphotericin, or inhibition of Chol synthesis using 3‐hydroxy‐3‐methylglutaryl coenzyme 

A  (HMG‐CoA)  reductase  inhibitors,  also  known  as  statins240.    For  example,  simvastatin  is  a  drug 

prescribed  for  lowering  total Chol  levels  in order  to  control hypercholesterolemia and  to prevent 

atherosclerosis.    It  was  originally  marketed  under  the  trade  name  Zocor  but  is  now  available 

generically  in most countries241.   Simvastatin  is also used  to  inhibit Chol synthesis  in cells  in vitro.  

This results in the disruption of plasma membrane rafts by decreasing total plasma‐membrane Chol 

levels240, 242, 243. 

6.2.4  Can the direct mechanism of action of bivalent Rtx involve CD120a in vivo? 

Chapter 5  illustrated  that  the mechanism of action of Rtx‐LNP  involves apoptosis resulting 

from  the upregulation of CD120a.   This mechanism of action was observed  for different  types of 

multivalent  Rtx  constructs  (Rtx‐LNP  and  Rtx‐MS),  suggesting  that  CD20  hypercrosslinking  was 

responsible for the enhanced therapeutic effects as opposed to the liposomal or MS component of 

the  formulation.   This chapter extends  these  findings  to  investigate whether a CD120a‐dependent 

mechanism  could occur  in vivo after normal Rtx  therapy due  to hypercrosslinking of Rtx by FcγR‐

expressing effector cells of the  immune system.   Such a mechanism has not been demonstrated  in 

vivo,  and  it  is  not  clear whether  FcγR  on  effector  cells would  be  capable  of  producing  sufficient 

hypercrosslinking  to  induce  direct  therapeutic  effects.    It  is  known,  however,  that  adequate 

hypercrosslinking of FcγR is achieved by Rtx in vivo to induce ADCC (Sections 1.4.2 & 2.2.2).   

Based on the known function and biology of CD120a (Section 6.2.1), the experiments in this 

chapter  also examine how modulation of  the plasma‐membrane Chol  content of  lymphoma  cells 

influences the therapeutic efficacy of multivalent Rtx.  Under conditions of increased and decreased 

plasma‐membrane Chol concentrations,  levels of apoptosis as well as CD120a detergent resistance 

and membrane  raft  localization  are  characterized  after  treatment  with multivalent  Rtx.    These 
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experiments  help  define  cases  where  lymphoma  cells  may  be  more  or  less  sensitive  to  Rtx 

treatment, which is of particular interest because clinical resistance to Rtx is not well understood139, 

140.   

6.3  Materials and methods 

6.3.1  Materials and cell lines 

  Alexa  Fluor 488‐labeled  cholera  toxin  subunit B  (A488‐CTX), Texas Red‐labeled phalloidin, 

Annexin‐V binding buffer,  recombinant human Annexin‐V  labelled with  fluorescein  isothiocyanate 

(Annexin‐V‐FITC),  an  Alexa  Fluor  568  (A568)  protein  labeling  kit,  and  an  Alexa  Fluor  647  (A647) 

monoclonal Ab labeling kit were obtained from Invitrogen (Burlington ON, Canada).  Alexa Fluor 647 

(A647)‐labeled  Abs  against  CD120a  (A647‐CD120a)  and  an  A647‐labeled  mouse  IgG2a  negative 

control  were  obtained  from  AbD  Serotec  (Kidlington,  UK).    Streptavidin‐coated  polystyrene 

microspheres with a diameter of 100 nm (streptavidin‐MS) were purchased from Bangs Laboratories 

(Fishers  IN, USA).   A goat anti‐human‐Fcγ‐fragment secondary Ab  (2oAb) with no reactivity toward 

the Fab region and minimal reactivity toward Fc regions of IgG of other species was purchased from 

Jackson  ImmunoResearch  (West  Grove  PA,  USA).    Human  peripheral  blood  mononuclear  cells 

(PBMCs)  from healthy donors, CTL‐Anti‐Aggregate‐Wash  supplement,  and CTL‐Test medium were 

purchased  from Cellular  Technology  Ltd.  (Cleveland OH, USA).   Unless noted otherwise,  all other 

reagents were obtained from Sigma‐Aldrich and were of the highest quality available. 

  Ramos and Z138 cell lines were acquired and maintained as described in Section 4.3.2. 
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6.3.2  Preparation of RtxLNP and RtxMS 

  The methodology described in Chapter 3 was used to prepare and characterize of Rtx‐LNPs 

with valences up to 204.     Two separate batches of four valences each were prepared.   Please see 

Section 5.3.8 for the procedure used to prepare Rtx‐MS. 

6.3.3  Depletion and augmentation of plasma membrane cholesterol levels 

  To  deplete  the  plasma membrane  of  cells  of  Chol  using MBCD,  cells were  treated with 

different concentrations of MBCD for times up to 16 h to determine the toxicity of MBCD in each cell 

line used.  In Ramos cells, a final concentration of 0.2% MBCD (w/v) was not toxic but concentrations 

of 0.3% and higher were.  MBCD treatment at concentrations up to 0.3% was performed at the same 

time  as  treatment  with  Rtx,  Rtx‐LNP,  or  controls.    To  insert  additional  Chol  into  the  plasma 

membrane, cells were treated with complexes consisting of Chol‐loaded MBCD (MBCD/Chol).  These 

complexes were prepared as previously described239 using a stock solution containing 3.5 mM Chol 

and 3.4% MBCD, representing a 25:1 mass ratio of MBCD to Chol.  MBCD/Chol was added to cells in 

the  same  way  as  MBCD.    Reported  values  of  MBCD/Chol  added  are  with  respect  to  the 

concentration of MBCD.   

  To  reduce  plasma  membrane  levels  of  Chol  through  inhibition  of  Chol  synthesis  using 

simvastatin, a titration of simvastatin was performed in each cell line used in order to determine its 

toxicity.  In Ramos cells, simvastatin was not toxic up to doses of 10 µM, but at doses of 30 µM and 

above,  it was  found  to be cytotoxic after a 16 h  incubation  time.    In  the same way as MBCD and 

MBCD/Chol,  simvastatin was added with Rtx, Rtx‐LNP, or  controls, and  incubated  for up  to 16 h.  

Analyses were performed as described in previous sections. 
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6.3.4  Use of flow cytometry to determine levels of apoptosis or expression levels 

of cellsurface proteins 

  Please see Sections 5.3.5–5.3.6; the same procedures were used. 

6.3.5  Assay  for  quantifying  the  detergent  resistance  of  plasma  membrane

associated proteins 

  A previously described method was used to quantify the degree to which plasma membrane 

proteins  are  resistant  to  solubilization  by  the  nonionic  surfactant  TX100236.    Briefly,  cells  were 

treated with HBS, Rtx, or Rtx‐LNP,  and  stained with  a  fluorescently  tagged Ab directed  against  a 

plasma membrane  constituent  for which  the detergent  solubility was being measured  (treatment 

and  staining were performed as described  in previous  sections).   Cells were  resuspended  in  cold 

PBSB, and mean fluorescence  intensities (MFIs) of  labeled cells were measured  in triplicate before 

(MFIlab)  and  after  (MFIlab+TX100)  treatment with  cold  TX100  at  a  concentration  of  0.2%  for  5 min.  

Autofluorescence  of  unlabeled  cells  was  also measured  before  (MFIauto)  and  after  (MFIauto+TX100) 

TX100 treatment.  The quantity defined as detergent resistance (DR) was then calculated as follows:  

DR   =   (MFIlab+TX100 – MFIauto+TX100) / (MFIlab – MFIauto) 

The method was verified using GM1 as a positive control  (using A488‐CTX) and CD95 as a 

negative control  (using A647‐CD95).   GM1  is generally regarded as constitutively raft‐associated201 

while CD95 is non‐raft‐associated in unstimulated cells198, 244.  The positive control showed DR values 

approximately equal  to 1 while  for  the negative  control, DR < 0.35  (data not  shown).   The  same 

measurements were performed after Chol depletion using 0.2% MBCD for 16 h, and the DR of the 

positive control dropped to 0.54 or lower while the DR of the negative control was unaffected (not 

shown).  These experiments verified that DR values close to 1 represent plasma membrane proteins 

(or  lipids)  that  are  detergent‐resistant,  while  the  detergent  solubility  increases  as  DR  values 

decrease.   
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6.3.6  Confocal laserscanning fluorescence microscopy 

  Samples were prepared and imaged using the same procedure as described in Section 5.3.7. 

The  labeling of GM1/plasma membrane  rafts with A488‐CTX was  carried out  in  the  same way as 

A647‐CD120a  staining,  but  the  staining  of  F‐actin  staining  using  Texas  Red  phalloidin,  required 

additional steps.  F‐actin labeling was carried out immediately after the step where cells were fixed 

with paraformaldehyde.  Cover slips were washed with HBS and cells were permeabilized with 75 µL 

of 0.5% Triton X‐100 (TX100)  in HBS for 5 min; samples were washed again with HBS, then a 25 µL 

drop of PBSB containing 0.25 µL of a 0.2 U/µL Texas Red phalloidin was added for 20 min in order to 

stain F‐actin, then washed with HBS.  Sample preparation, image acquisition, and analysis proceeded 

as described in Section 5.3.7. 

6.3.7  Experiments using Ramos cells pretreated with Rtx or A568Rtx  followed 

by addition of 2oAb or 2oAbMS 

  Samples of 2oAb‐MS were prepared in the same way as Rtx‐MS as described in Section 5.3.8, 

with Rtx being replaced with 2oAb.  

A568‐labeled Rtx  (A568‐Rtx) was prepared using an A568 protein  labeling kit according  to 

the manufacturer’s  instructions.   For experiments  involving 2oAb‐MS, Ramos cells were pretreated 

with saturating levels (see Figure 4.1) of Rtx or A568‐Rtx (20 µg per 2.5 × 105 cells in 500 µL medium) 

for 1 h at 37 oC.   Cells were washed with medium to remove unbound Rtx or A568‐Rtx, and were 

subsequently treated with different amounts of 2oAb or 2oAb‐MS for different times, depending on 

the experiment.    
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 6.3.8  Coculture  of  treated  Ramos  cells  and  human  peripheral  blood 

mononuclear cells 

  A sample of Rtx was labeled with A647 using an A647 monoclonal Ab labeling kit according 

to the manufacturer’s  instructions to produce A647‐Rtx.   A647‐Rtx  induced apoptosis and elevated 

CD120a expression upon hypercrosslinking with 2oAb‐MS  to an equivalent extent as unlabeled Rtx 

(data not shown).   Ramos cells at 5.0 × 105 cells/mL were  treated with 20 µg/mL Rtx or A647‐Rtx 

(see below)  or  an  equivalent  volume  of HBS  for  1 h  at  37  oC.   Cells were washed with CTL‐Test 

medium to remove unbound Rtx or A647‐Rtx, and were resuspended  in CTL‐Test medium at 2.0 × 

106  cells/mL.    Cryopreserved  human  PBMCs  were  thawed  using  CTL‐Anti‐Aggregate‐Wash 

supplement according to the provider’s  instructions, and were resuspended  in CTL‐Test medium at 

4.0 × 106 cells/mL.  Viability was >98% as assessed by trypan blue exclusion.   

Appropriate volumes of cells were combined to obtain different ratios of Ramos:PBMC cells 

from 1:0 to 1:8, and CTL‐Test medium was added to bring the final cell concentration to 1.0 × 106 

cells/mL.   Co‐incubation at 37 oC was allowed to proceed  for 16 h  for measurement of CD120a or 

apoptosis levels.  Previous experiments showed that there were no differences between Ramos cells 

grown  in  complete  culture medium  (Section  4.3.2)  or  in  CTL‐Test Medium  in  terms  of  CD120a 

expression or apoptosis after 16 h (data not shown).   

Different  triple‐staining  strategies were  employed  for  analysis,  and  in  all  cases,  positive 

controls  consisted  of  Ramos  cells  treated  with  Rtx‐LNP(158)  and  single‐stained  with  each 

fluorophore  and dual‐stained  in  every  combination  (to  set  compensation)  and  triple‐stained.   An 

additional positive control for apoptosis consisting of treatment of cells with 4.0 µM camptothecin 

for 4 h was also employed.   Negative controls consisted of PBMCs only  (no Rtx), Ramos cells only 

(with and without Rtx), and a  combination  stained with an A647‐labeled negative  isotype control 

(for A647‐CD120a measurements).   
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To identify Ramos cells from the PBMCs, the following preliminary experiments were carried 

out.   For apoptosis measurements, Ramos cells were pretreated with A647‐Rtx, and after the 16 h 

co‐incubation, cells were stained with Annexin‐V‐FITC and PI as described  in Section 4.3.8.   Ramos 

cells were  identified  as  the A647‐Rtx+  population,  and  levels  of  apoptosis within  this  population 

were measured.   On  the basis of  this population  identified on  the SSC versus FSC plot, apoptosis 

levels were measured  in cells  treated with Rtx  instead of A647‐Rtx, and excellent agreement was 

obtained between  the  two  values  (within 3%; data not  shown).   A negative  control  consisting of 

PBMCs only revealed that 97% of PBMCs were excluded from this area. 

For  levels  of  plasma membrane  CD120a,  cells were  stained with  FITC‐anti‐Rtx  and A647‐

CD120a before being  resuspended  in PBSB containing PI  (using  the  same procedure as  in Section 

5.3.6).   Rtx‐treated Ramos cells were  identified as FITC‐anti‐Rtx+, and within this population, A647‐

CD120a  fluorescence  intensity was measured  in the PI– population to quantify  levels of CD120a  in 

the plasma membrane.   Using  the  same  strategy as  in  the apoptosis measurements, a  sample of 

cells  stained  only  with  PI  and  A647‐CD120a  showed  very  similar  levels  of  mean  fluorescence 

intensities of A647‐CD120a as the cells stained with FITC‐anti‐Rtx (within 5%; data not shown). 

These experiments  revealed  that gating on  the basis of a defined  region on a side scatter 

(SSC) versus forward scatter (FSC) plot was an effective method of identifying Ramos cells from the 

mixture of  cells.   Ramos  cells were  therefore pretreated with Rtx  and  cocultured with PBMCs  as 

described above for 16 h, then stained with Annexin‐V‐FITC, PI, and A647‐CD120a.  As before, 97% 

of  PBMCs were  excluded  from  the  defined  area.    Apoptosis  and  CD120a  levels were measured 

simultaneously  in the same cells (similar to Section 5.3.7) that were either pretreated with HBS or 

with Rtx.  Triplicates were prepared for every cocultured sample. 
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6.4   Results 

6.4.1  Apoptosis induced by multivalent Rtx is cholesteroldependent 

The biology of CD120a is interesting in the sense that this receptor can serve either an anti‐

apoptotic  role  or  a  pro‐apoptotic  one,  depending  on  whether  it  is  localized  in  Chol‐dependent 

plasma membrane  rafts  (Sections 6.2.1 & 6.2.2).   Since CD120a was  shown  to be  involved  in  the 

mechanism of action of multivalent Rtx, the ability of multivalent Rtx to induce apoptosis in cells was 

examined  under  conditions  of  decreased  or  increased  concentrations  of  Chol  in  the  plasma 

membrane.   This  is because a CD120a‐dependent mechanism of action, such as that of Rtx‐LNP as 

illustrated in the previous chapter, would be expected to be amplified or attenuated in response to 

decreased or increased concentrations of Chol in the plasma membrane. 

Using an established procedure (Section 6.3.5), we measured the detergent resistance (DR) 

of CD120a and the  levels of apoptosis after different treatments under conditions of decreased or 

increased  Chol  concentrations.    Controls  to  verify  the  DR  measurements  were  performed  as 

described  in Section 6.3.5.   Ramos cells were  incubated  for 12 h with different concentrations of 

MBCD or MBCD/Chol along with HBS, Rtx, Rtx‐LNP(152), or Rtx‐MS, and these data are illustrated in 

Figure 6.1.  In general, the DR data support the Chol manipulation that occurred; the DR of CD120a 

(gray bars) decreased as more Chol was removed  from  the membrane with MBCD, and  the DR of 

CD120a increased or stayed the same when Chol was added. 
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Figure 6.1   The manipulation of plasma membrane Chol content using MBCD or MBCD/Chol significantly  impacts  the 

ability of multivalent Rtx to induce apoptosis.  

To modulate the Chol content of Ramos cells, the indicated doses of MBCD or MBCD/Chol were added simultaneously with 

HBS or Rtx (A), or Rtx‐LNP(152) or Rtx‐MS (B).  In all cases, a 10 µg Rtx dose was given to 2.5 × 105 cells in 500 µL medium, 

and  the  levels of early apoptosis and CD120a detergent  resistance  (DR) were measured after 12 h  in samples obtained 

from the same population of treated cells.  In samples treated with Rtx‐LNP(152) and Rtx‐MS, elevated plasma membrane 

Chol  levels  from  added  Chol/MBCD  inhibited  the multivalent  Rtx‐induced  apoptosis  that  occurred  under  normal  Chol 

levels.  The same relative scales are used in (A) and (B).  
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Figure  6.1A  shows  that  after  treatment with HBS  or  Rtx,  a  concentration  of  0.2% MBCD 

reduced  the DR of CD120a  to 65%  (HBS) or 72%  (Rtx) of  the value measured under normal Chol 

concentrations  (p  <  0.05  in  both  cases).    Note  that  the  total  levels  of  CD120a  in  the  plasma 

membrane of HBS‐ and Rtx‐treated cells are quite  low, particularly when compared to multivalent 

Rtx‐treated cells (Figure 5.2).  Figure 6.1A also demonstrates that both HBS and bivalent Rtx showed 

similar profiles  in  terms of  the  relationship between  levels of apoptosis and DR of CD120a under 

different  Chol  concentrations;  specifically,  that  increased  apoptosis  occurred  under  conditions  of 

decreased CD120a DR.    Importantly,  these data  illustrate  that a concentration of 0.3% MBCD was 

toxic to cells under the conditions of these experiments, as shown by the large increase in apoptosis 

observed  from 0.2%  to 0.3% MBCD  in HBS‐treated  cells  (6.8%  to 33%; p < 0.0001).    Insertion of 

additional Chol into the membrane, however, was not toxic under the conditions tested, since levels 

of apoptosis remained low (or were reduced) after all MBCD/Chol treatments. 

Under equivalent conditions of Chol manipulation, Figure 6.1B shows the levels of apoptosis 

and  CD120a  DR measured  after  cells were  treated with  Rtx‐LNP(152)  and  Rtx‐MS.    These  data 

illustrate, like Figure 6.1A, that apoptosis was generally higher when the DR of CD120a was reduced.  

One exception involves the Rtx‐LNP(152) treatment in Figure 6.1B.  When comparing the data in the 

absence and presence of MBCD, the 0% and 0.2% MBCD treatments produced equivalent data (p > 

0.05) but both the amount of apoptosis and the DR of CD120a were significantly reduced in the 0.3% 

MBCD  sample  compared  to  the  0%  sample  (p  <  0.05  for  both  values).    Separate  experiments 

revealed that a pretreatment of Rtx‐LNP with 0.3% MBCD resulted in an abolishment of the ability of 

the construct to  induce apoptosis, most  likely due to disruption of the structure of the LNP, which 

contains Chol.   Pretreatment with 0.3% MBCD/Chol did not affect the apoptotic activity of Rtx‐LNP 

(data not shown).   

Equivalent experiments were therefore performed with Rtx‐MS, a multivalent Rtx construct 

that does not contain Chol, and as opposed to Rtx‐LNP(152) treatment, the data on the right‐hand 
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side of Figure 6.1B show that 0%, 0.2%, and 0.3% MBCD treatment resulted  in equivalent  levels of 

apoptosis and DR of CD120a  (p > 0.05  for all pairs of the same parameter).   This shows that even 

though  0.3% MBCD was  toxic  to  cells  in  the  absence  of multivalent  Rtx,  no  further  increase  in 

apoptosis (or decrease in CD120a DR) was observed compared to treatment with the multivalent Rtx 

constructs tested.   

The most important observation from Figure 6.1B is that under conditions of increased Chol 

content  in  the plasma membrane,  the apoptotic activity of multivalent Rtx was strikingly reduced.  

For the Rtx‐LNP(152) treatment, a comparison of the 0% and 0.3% MBCD/Chol concentrations shows 

that  apoptosis  was  reduced  from  34%  to  7.9%  (p  <  0.0001)  while  the  relative  DR  of  CD120a 

increased from 0.61 to 0.79 (p < 0.05).  The same MBCD/Choltreatments in the presence of Rtx‐MS 

reduced apoptosis from 22% to 7.5% (p < 0.0005) and  increased relative DR from 0.73 to 0.92 (p < 

0.05).    In both cases, the  level of apoptosis after treatment with multivalent Rtx and 0.2% or 0.3% 

MBCD/Chol was equivalent to that which was measured in cells treated with HBS in the absence of 

MBCD (p > 0.05 in all cases). 

To  further  investigate  the  phenomenon  where  increased  Chol  content  in  the  plasma 

membrane  rescues  cells  from  the  apoptosis  induced  by multivalent  Rtx,  confocal  laser‐scanning 

fluorescence microscopy images were obtained of cells treated with Rtx‐LNP(165) under conditions 

of normal or increased plasma membrane Chol content.  Figure 6.2 shows representative images of 

Ramos cells obtained 12 h after treatment; cells were stained as described in Section 6.3.6.  The blue 

signal represents staining by A488‐CTX, which stains the plasma membrane raft marker ganglioside 

GM1, while the red signal represents A647‐CD120a staining.   These two signals are shown on their 

own  (first and  second panels on  the  left) and merged  (third panels).   Colocalization between  the 

blue and red signals indicates CD120a that is associated with plasma membrane rafts.    
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Figure 6.2  Cells that are rescued from apoptosis by increasing the plasma membrane Chol content show elevated levels 

of raft‐associated CD120a.  

Representative  images of Ramos  cells  are  shown  that have been  treated with either Rtx‐LNP(165)  (A) or Rtx‐LNP(165) 

+0.2% MBCD/Chol (B) under the same conditions as in Figure 6.1.  As described in Section 6.3.6, cells were stained before 

permeabilization with A488‐CTX (blue; stains ganglioside GM1, a membrane raft marker) and A647‐CD120a (red), and after 

permeabilization with Texas Red‐labeled phalloidin (green; stains the actin cytoskeleton).   Panels, from  left to right, are: 

ganglioside GM1 staining only, CD120a staining only, a merge of the ganglioside GM1 and CD120a signals, and a merge of 

all three signals. 

 

When comparing the membrane raft association of CD120a between Figure 6.2A and 6.2B, it 

is  evident  that  CD120a  was  almost  exclusively  found  in  membrane  rafts  under  conditions  of 

increased Chol  (Figure 6.2B), while a greater  fraction of CD120a was  found outside of membrane 

rafts under normal Chol concentrations (Figure 6.2A).  The same result was observed across a large 

number  of  images.    Evidence  of  higher  plasma‐membrane  Chol  concentrations  in  Figure  6.2B  is 

provided by the greater fraction of the plasma membrane covered by rafts (blue signal) compared to 

Figure 6.2A.   

The  rightmost panels  in  Figure  6.2  show  the A488‐CTX  and A647‐CD120a  signals merged 

with  the  signal  from  Texas  Red  phalloidin, which  stains  F‐actin.    The  illustrated  F‐actin  staining 
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pattern consisting of wavy ring‐like structures on  the outer rim of  the cells  is characteristic of  the 

cortical actin cytoskeleton and  is consistent with other reports245.   F‐actin staining was  less  intense 

and  less uniform on  the  surface of  cells  treated with Rtx‐LNP(165)  in  the absence of MBCD/Chol 

compared to in its presence.  F‐actin staining was also completely absent in necrotic cells, which only 

showed high  intracellular  staining of A488‐CTX and A647‐CD120a,  consistent with Figure 5.3  (not 

shown).  The F‐actin staining in Figure 6.2 confirms that the observed CD120a and rafts are present 

on the cell surface, and that these cells would be considered either viable or early apoptotic using 

the Annexin‐V/PI apoptosis assay.    

6.4.2  Inhibition of cholesterol synthesis using simvastatin sensitizes cells to Rtx

LNPinduced apoptosis  

  MBCD is widely used to deplete Chol from the plasma membrane, resulting in the disruption 

of  plasma membrane  rafts,  but MBCD  is  known  to  induce  secondary  effects  on  some  cells,  as 

described  in Section 6.2.3.   As an alternative means of reducing plasma membrane Chol levels, the 

HMG‐CoA reductase  inhibitor simvastatin was employed, which has been shown to disrupt plasma 

membrane  rafts240, 242, 243.   Unlike MBCD, which  removes Chol  from  lipid bilayers, simvastatin  is an 

inhibitor  of  Chol  synthesis.    As  opposed  to  MBCD,  therefore,  pretreatment  of  Rtx‐LNP  with 

simvastatin in the absence of cells (30 μM for 16 h) had no effect on its apoptotic potency (data not 

shown).    The  behavior  of  Ramos  cells  treated  with  simvastatin  along  with  Rtx  or  Rtx‐LNP  was 

therefore examined, and the resulting data  is summarized  in Figure 6.3.   As was the case  in Figure 

6.1,  the  data  obtained  for HBS  and  Rtx  treatment were  very  similar.    Both  of  these  treatments 

indicate that under the conditions of these experiments, a 10 μM dose of simvastatin was not toxic, 

while a dose of 30 μM resulted in the  induction of apoptosis on  its own.   For example,  in the HBS‐

treated  samples, 5.3% early apoptosis was observed at  the 10  μM dose of  simvastatin, while  this 

percentage increased to 12% at the 30 μM dose (p < 0.05).  The DR of CD120a was also observed to 
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decrease from the 10 μM to the 30 μM dose of simvastatin, but as described above, the significance 

of this decrease is unclear given the very low levels of CD120a in the plasma membrane in HBS‐ and 

Rtx‐treated cells (Figure 5.2).   

 

 

Figure 6.3  Simvastatin decreases the DR of CD120a and sensitizes cells to apoptosis induced by Rtx‐LNP.  

Ramos  cells underwent  incubation with  simvastatin at different doses  in order  to  study  the effects of  reduced plasma 

membrane Chol content on the ability of Rtx‐LNP to  induce apoptosis.   The DR of CD120a (gray bars) and  levels of early 

apoptosis (black bars) were measured after 12 h and are shown for each treatment. 

 

When  cells were  treated with  Rtx‐LNP(150)  in  the  presence  of  simvastatin  at  doses  that 

were not toxic to Ramos cells, the right‐hand side of Figure 6.3 shows a dose‐dependent increase in 

early apoptosis alongside a decrease  in  the DR of CD120a  (now present at elevated  levels due  to 

upregulation by Rtx‐LNP(150)).  At a dose of 3 μM simvastatin, early apoptosis was observed in 28% 

of  cells,  compared  to  21%  at  0  μM  (p  <  0.05);  the  CD120a DR  values  at  these  two  doses were 

equivalent, however  (p  > 0.05).   A  significant decrease  in DR of CD120a was observed  at 10  μM 

simvastatin;  the DR  at 10  μM was 0.55,  compared  to 0.73  at 3  μM  (p < 0.001),  and  the  level of 

apoptosis at 10 μM simvastatin increased to 47% (p < 0.0001 compared to the 3 μM dose).  In terms 

of both parameters, the 10 μM and 30 μM doses of simvastatin produced equivalent results in Rtx‐

LNP(150)‐treated cells (p > 0.05).  Overall, the simvastatin experiments corroborate the MBCD data 
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which  indicate  that  increases  in plasma membrane Chol  inhibit  apoptosis  induced by multivalent 

Rtx,  and  decreases  in  plasma  membrane  Chol  sensitize  the  cells  to  multivalent  Rtx‐induced 

apoptosis.   

6.4.3  A  model  of  Rtx  hypercrosslinking  that  occurs  in  vivo  after  normal  Rtx 

therapy 

The data  in Chapter 5 and  in Sections 6.4.1 & 6.4.2 establish that the direct mechanism of 

action of multivalent Rtx  involves CD120a upregulation and that Chol  levels  influence the ability of 

multivalent Rtx to induce apoptosis.  These in vitro experiments would have more clinical relevance 

if evidence could be provided for this mechanism occurring in vivo upon hypercrosslinking of Rtx by 

FcγR‐expressing effector cells (Section 6.2.4).   

To first model the interaction between FcγR on effector cells and Rtx on lymphoma cells, a 

2oAb specific to the Fc region of human IgGs was employed.   The specificity of this 2oAb paralleled 

that of FcγR.  To enable hypercrosslinking, the 2oAb was coupled to the surface of polystyrene MS to 

create 2oAb‐MS  (Section 6.3.7).    Lymphoma  cells were  saturated with Rtx, and after washing  the 

cells,  the 2oAb was either added on  its own, producing a  low degree of  crosslinking, or added as 

2oAb‐MS, enabling hypercrosslinking.   

The ability of 2oAb‐MS to induce apoptosis in Rtx‐pretreated Ramos cells was first assessed 

in terms of the amount of 2oAb‐MS added.  This data is summarized in Figure 6.4A; Rtx‐treated cells 

in the absence of 2oAb‐MS showed low  levels of early apoptosis (3.3%) 24 h after treatment, while 

maximum  levels of early apoptosis (39%) occurred when masses of 8 µg of 2oAb (in 2oAb‐MS) and 

above were given  (p < 0.0001).   From 8 µg to 16 µg 2oAb (in 2oAb‐MS), the fraction of viable cells 

dropped from 39% to 14% (p < 0.001).  The decreased viable fraction corresponded to an increase in 

the percentage of necrotic cells, and at doses above 16 µg, the necrotic fraction was so dominant 

that very few viable or early apoptotic cells were observed (not shown).  These data parallel earlier 
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results  from  Rtx‐LNP  and  Rtx‐MS  which  showed  low  levels  of  apoptosis  in  the  absence  of  Rtx 

hypercrosslinking,  and  significantly  higher  levels  of  apoptosis  upon  hypercrosslinking  via  a 

multivalent interaction.   

 

 

Figure 6.4  A model for the hypercrosslinking of Rtx that occurs in vivo by FcγR‐bearing effector cells.  

(A) The percentages of viable and early apoptotic cells were measured 24 h after subjecting 1.25  105 Rtx‐presaturated 

Ramos cells in 250 μL medium to the indicated masses of 2oAb (in 2oAb‐MS).  (B) Samples were presaturated with Rtx as in 

(A), followed by the treatments shown.  At 12 h post‐treatment, the levels of CD120a in the plasma membrane (white bars) 

and early apoptosis (black bars) were measured in each case on cells obtained from the same treated sample.  +1 refers to 

the addition of Rtx‐biotin  instead of Rtx, and +2  indicates that streptavidin‐MS were added together with unbiotinylated 

Rtx. 
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Experiments  were  next  carried  out  to  determine  whether  the  apoptosis  observed  after 

hypercrosslinking Rtx on Ramos cells occurs alongside upregulated CD120a  levels, as was the case 

with Rtx‐LNP and Rtx‐MS.  A total of 12 h after the addition of different amounts of 2oAb or 2oAb‐MS 

to  Rtx‐presaturated  cells,  the  levels  of  early  apoptosis  and  plasma‐membrane  CD120a  were 

measured.  The resulting data is summarized in Figure 6.4B, which shows that in the absence of Rtx 

pretreatment,  the addition of 2oAb or 2oAb‐MS on  their own at  the concentrations  tested did not 

induce apoptosis after 12 h.  In contrast, mild increases in apoptosis occurred when 2oAb was added 

to Rtx‐pretreated  cells  compared  to  cells not  treated with Rtx;  for example, when 32 µg of 2oAb 

were added, there was a 1.6‐fold increase in CD120a expression in the plasma membrane (MFI after 

subtracting negative  isotype control  increased from 20 to 33; p < 0.005) and a 1.7‐fold  increase  in 

early apoptosis (6.9% to 12%; p < 0.001) in the presence of Rtx compared to in its absence.   

When  significantly  lower doses of 2oAb were added as 2oAb‐MS, however, a considerable 

upregulation  of  CD120a  in  the  plasma membrane was  observed  alongside  significantly  elevated 

levels of apoptosis, only in the presence of Rtx.  For example, when 16 µg of 2oAb (in 2oAb‐MS) were 

added,  levels of early apoptosis  increased 13‐fold (3.1% to 39%; p < 0.0005) and the MFI observed 

for CD120a  increased by a factor of 46 (from 46 to 2130; p < 0.0001)  in cells that were pretreated 

with Rtx compared to cells that were not pretreated.  In terms of CD120a upregulation, treatment of 

presaturated  cells with 2oAb‐MS  resulted  in  the highest measured upregulation  compared  to  the 

other methods of hypercrosslinking studied (Rtx‐LNP and Rtx‐MS).  In the presence of Rtx, apoptosis 

was 4.9‐fold higher (8.0% to 39%; p < 0.0005) at 16 µg of added 2oAb (in 2oAb‐MS) compared to 1 

µg,  and  the MFI  corresponding  to  CD120a  expression  in  the  plasma membrane was  higher  by  a 

factor  of  25  (from  84  to  2130;  p  <  0.0001).    The  controls  in  Figure  6.4B  (+1 Rtx‐biotin  and  +2 

streptavidin‐MS  +Rtx)  indicate  that  neither  Rtx‐biotin  nor  streptavidin‐MS  on  their  own  were 

responsible for any observed effects since all measured values were equal to those observed in cells 

treated only with Rtx  (p  > 0.05  in  all  cases).   These data  further  support  the CD120a‐dependent 
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direct mechanism observed after  treatment with Rtx‐LNP and Rtx‐MS, and  they also  indicate  that 

the  hypercrosslinking  of  CD20  drives  this  mechanism  of  action  since  different  methods  of 

hypercrosslinking produced the same result.    

6.4.4  CD120a  that  is excluded  from plasma membrane rafts  is colocalized with 

hypercrosslinked Rtxenriched patches 

To  further  study  the  relationship  between  Rtx/CD20  hypercrosslinking  and  CD120a 

upregulation,  confocal  laser‐scanning  fluorescence microscopy  was  employed  to  investigate  the 

plasma  membrane  organization  of  hypercrosslinked  Rtx  with  respect  to  CD120a  and  plasma 

membrane rafts.  To visualize Rtx on the cell surface, the Ab was labeled with A568 (Section 6.3.7).  

It was first verified that A568‐Rtx, when hypercrosslinked using 2oAb‐MS,  induced apoptosis  in the 

same way as unlabeled Rtx.  Figure 6.5A shows that after a 24 h incubation, 20 μg of added 2oAb (in 

2oAb‐MS) on  its own was not  toxic  to  the cells  (top  left panel), while a mass of 50 μg  resulted  in 

cytotoxic effects  in Ramos  cells  (top  right).   Treatment with A568‐Rtx on  its own  resulted  in  low 

levels of apoptosis (bottom  left), while cells presaturated with A568‐Rtx and treated with 20 μg of 

2oAb  (in 2oAb‐MS)  (bottom right) underwent apoptosis at  levels consistent with  those when using 

unlabeled Rtx in Figure 6.4A.   The data in Figure 6.5A therefore indicate that A568 labeling did not 

significantly affect the function of Rtx, and they also confirm that 20 μg of 2oAb (in 2oAb‐MS) is not 

toxic to Ramos cells under the conditions of these experiments. 

To  obtain  confocal  laser‐scanning  fluorescence  microscopy  images,  Ramos  cells  were 

presaturated as in Section 6.4.3 with A568‐Rtx instead of Rtx, followed by treatment with 2oAb‐MS 

or an equivalent volume of HBS.   At a  time point 12 h after  the addition of 2oAb‐MS,  cells were 

stained without permeabilization with A488‐CTX (to  label plasma membrane rafts) and with A647‐

CD120a.  Representative images are exhibited in Figure 6.5B & C.  The top two panels in each case 

show the staining of A647‐CD120a (red) and A488‐CTX (blue) on their own before being merged  in 
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the  third  panels  from  the  top.    The  fourth  panel  shows  staining  of  A568‐Rtx  (green) while  the 

bottommost panel contains a merge of all  three signals.   When comparing cells  in  the absence of 

2oAb‐MS (Figure 6.5B) to those that have been treated with 2oAb‐MS (Figure 6.5C), it is clear that in 

the  absence of 2oAb‐MS,  the  expression of CD120a  is  significantly  lower  and  the distributions of 

A568‐Rtx and membrane rafts are more uniform across the surface of the cells. 

 

 

 

 

Figure 6.5  Membrane raft‐associated CD120a is excluded from regions enriched in hypercrosslinked Rtx/CD20, and non‐

raft CD120a is colocalized with hypercrosslinked Rtx/CD20.  

(A)  Verification  that  labeling  of  Rtx with  A568  did  not  affect  its  ability  to  induce  apoptosis  in  lymphoma  cells  upon 

hypercrosslinking with 2oAb‐MS.  (Continued on next page.) 
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Figure  6.5    (Continued  from  previous  page.)  (B &  C)  Confocal  laser‐scanning  fluorescence microscopy  images  of  cells 

treated with A568‐Rtx only (B) or A568‐Rtx followed by 20 μg of 2
oAb (in 2oAb‐MS) (C) for 12 h.   A568‐Rtx  localization  is 

represented by the green signal; cells were also stained with A488‐CTX to  label membrane rafts (blue) and A647‐CD120a 

(red).    In  (C),  CD120a  that  is  raft‐associated  (purple  regions  in  the  third  panel  from  the  top)  is  excluded  from 

hypercrosslinked Rtx‐enriched regions (green), while non‐raft associated CD120a is colocalized with Rtx‐enriched regions. 

B A568‐Rtx only C A568‐Rtx  +20 μg 2oAb‐MS
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The  third panels  from  the  top specifically show  the regions of CD120a  that are associated 

with  plasma membrane  rafts  (purple)  and  the  regions  that  are  non‐raft‐associated  (red).   When 

examining the distribution of the purple signal compared to that of the green one (A568‐Rtx),  it  is 

clear  in  Figure 6.5C  that  there  is  low  colocalization between  the purple  and  green  regions.   This 

implies  that  raft‐associated  CD120  does  not  colocalize with  hypercrosslinked  Rtx.   On  the  other 

hand,  non‐raft  CD120a  (red  signal  in  the  third  panel)  is  almost  exclusively  colocalized  with 

hypercrosslinked A568‐Rtx  (green)  in Figure 6.5C.    In  fact,  the green and blue  signals  show a  low 

degree  of  colocalization,  indicating  that  hypercrosslinked  A568‐Rtx  is  excluded  from  plasma 

membrane  rafts.    These  same  trends were observed  across  a  large number of  samples obtained 

under a variety of conditions.   

Together, these data imply that Rtx/CD20, when hypercrosslinked on the cell surface, forms 

large patches that are excluded from plasma membrane rafts.  They also show that CD120a present 

in  the  plasma  membrane  (after  upregulation  resulting  from  hypercrosslinked  Rtx/CD20)  forms 

different domains, some of which are  raft‐associated and some of which are not.   Raft‐associated 

CD120a is almost exclusively excluded from Rtx‐enriched patches, while non‐raft‐associated CD120a 

is  largely associated with hypercrosslinked Rtx.   This suggests  that Rtx hypercrosslinking  results  in 

the formation of non‐raft patches where the proapoptotic form of CD120a is localized following its 

upregulation.   

  Figures  6.4  &  6.5,  taken  together,  show  that  hypercrosslinking  Rtx/CD20  using  2oAb‐MS 

results  in significant apoptosis and upregulation of CD120a.   Since the use of 2oAb‐MS served as a 

model  for  the  interaction of effector cells and Rtx‐coated  lymphoma cells,  these data support  the 

hypothesis  that  this  direct  mechanism  of  action  occurs  in  vivo  after  administration  of  regular 

bivalent Rtx due to hypercrosslinking of Rtx/CD20 by FcγR‐expressing cells. 
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6.4.5  Effector  cells  induce  elevated  apoptosis  and  CD120a  expression  only  in 

lymphoma cells treated with Rtx  

To  determine  if  effector  cells  themselves  are  capable  of  directly  inducing  apoptosis  in 

lymphoma  cells  through  a mechanism  that  depends  on  CD120a,  experiments  were  carried  out 

where  Ramos  cells  pretreated with  either  Rtx  or HBS were  co‐incubated with  human  peripheral 

blood mononuclear cells (PBMCs) obtained from healthy donors.  PBMCs are rich in FcγR‐expressing 

effector cells such as NK cells and monocytes246 and a subpopulation of these cells would therefore 

be expected to hypercrosslink Rtx on the surface of treated  lymphoma cells  in a manner similar to 

2oAb‐MS in Sections 6.4.3 and 6.4.4. 

A  detailed  description  of  the  strategies  employed  to  detect  expression  of  CD120a  and 

apoptosis  in Ramos cells  is provided  in Section 6.3.8.   After pretreatment with Rtx or HBS, PBMCs 

were added in different excesses of Ramos cells and coincubation was allowed to proceed for 16 h.  

Levels of apoptosis and plasma‐membrane CD120a were then measured only in the Ramos cells, and 

the resulting data is shown in Figure 6.6.  This figure shows that in the absence of Rtx, PBMCs were 

capable of inducing apoptosis in Ramos cells and the amount of apoptosis depended on the ratio of 

PBMCs that were added with respect to Rtx.   While 8.9% of Ramos cells were  in early apoptosis at 

the 1:1 Ramos:PBMC ratio, this value increased to 43% at the 1:8 ratio (p < 0.0001).  The data in the 

absence of Rtx, however, suggest that PBMC‐induced apoptosis occurred via a mechanism that was 

CD120a‐independent because as  the  levels of apoptosis  increased at  ratios of 1:1 and above,  the 

expression of CD120a  in  the plasma membrane  remained  constant  (p > 0.05 between all pairs of 

treatments). 
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Figure 6.6   Human PBMCs  induce significantly higher  levels of apoptosis and plasma‐membrane CD120a expression  in 

lymphoma cells pretreated with Rtx compared to non‐pretreated cells.  

PBMCs from healthy donors were coincubated with Ramos cells that were pretreated with either HBS or saturating levels 

of  Rtx.    In  Ramos  cells,  both  the  CD120a  expression  in  the  plasma membrane  and  the  level  of  early  apoptosis were 

measured 16 h after addition of PBMCs.   

 

 

The most  important  result  in  Figure  6.6  is  that  every  ratio  tested  showed  significantly 

elevated  levels of  early  apoptosis  in  samples  containing Rtx‐pretreated Ramos  cells  compared  to 

cells  that were not  treated with Rtx.    These  elevated  apoptosis  levels were  accompanied by  yet 

more pronounced increases in plasma‐membrane CD120a expression.  For example, at the 1:1 ratio, 

there was a 2.0‐fold increase in early apoptosis (8.9% to 18%; p < 0.0001) and a 1.3‐fold increase in 

the MFI of plasma membrane‐associated A647‐CD120a (203 to 269; p < 0.01)  in cells treated with 

Rtx compared to HBS.  At the 1:8 ratio, early apoptosis was 1.3‐fold higher (43% to 58%; p < 0.001) 

while CD120a levels were 3.4‐fold higher (increase in MFI from 202 to 694; p < 0.0001).  

These experiments  therefore confirm  that circulating FcγR‐expressing effector cells  in vivo 

are capable of inducing upregulation of CD120a in the plasma membrane of target lymphoma cells 

containing bound Rtx, resulting in the direct induction of apoptosis in these cells.  These data imply 

that a direct mechanism of action involving CD120a upregulation occurs in vivo after treatment with 

bivalent Rtx.  Others have postulated that a direct mechanism of action may actually be responsible 
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for a significant fraction of the in vivo therapeutic activity observed from Rtx77, but until now, such a 

mechanism has been undefined.   

6.5  Discussion and conclusions 

6.5.1  Discussion 

The  results  from  this  chapter  suggest  that  a  direct mechanism  involving  upregulation  of 

CD120a followed by apoptosis occurs in vivo after normal bivalent Rtx therapy.  As stated in Section 

5.4.1,  the direct mechanism of  action of Rtx has not been definitively  shown, but here we have 

demonstrated  that Rtx‐treated  lymphoma  cells  expressed dramatically  elevated  levels  of CD120a 

and apoptosis when  the Rtx on  the cell surface was hypercrosslinked with 2oAb‐MS, compared  to 

only modest  increases  at  higher  doses  of  2oAb  (Figure  6.4).    This  hypercrosslinking modeled  the 

multivalent  interaction  that  occurs when  Rtx‐coated  cells  interact with  FcγR‐expressing  immune 

effector cells in vivo, lending support to a direct mechanism of action of Rtx  involving upregulation 

of CD120a.  We subsequently showed that the same direct mechanism also occurred in vitro in Rtx‐

coated  lymphoma  cells when  they were  allowed  to  interact with  human  effector  cells  in  PBMC 

samples from healthy donors (Figure 6.6).  This strongly suggests that CD120a‐mediated apoptosis is 

capable of occurring in vivo after treatment with bivalent Rtx. 

These  studies  also  demonstrate  that  increasing  the  concentration  of  Chol  in  the  plasma 

membrane of  lymphoma cells  rescues  the cells  from apoptosis  induced by multivalent Rtx  (Figure 

6.1).   Insertion of Chol resulted  in an  increase of the DR of CD120a and  increased colocalization of 

CD120a  in GM1‐positive plasma membrane  rafts  (Figures 6.1 & 6.2).   Depletion of Chol  from  the 

plasma membrane  resulted  in  increased  detergent  solubility  of  CD120a  (Figures  6.1 &  6.3)  and 

sensitized cells to apoptosis induced by multivalent Rtx (Figure 6.3).  The level of apoptosis induced 

by multivalent Rtx  is  therefore dependent on the concentration of Chol  in  the plasma membrane.  
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This  is  consistent  with  a  CD120a‐dependent  direct  mechanism  of  action  since  raft‐associated 

CD120a  elicits  antiapoptotic  signals,  as  opposed  to  the  non‐raft‐associated  form,  which  is 

proapoptotic (Sections 6.2.1 & 6.2.2).   

In  order  to measure  the  resistance  of  proteins  to  solubilization  in  detergent,  a method 

making  use  of  flow  cytometry was  employed which  allowed  for  the  quantification  of DR  values 

(Section  6.3.5).    This  method  is  less  commonly  employed  than  equilibrium  density  gradient 

ultracentrifugation followed by western blotting of fractions along the gradient (described in Section 

6.2.3.1).    In  these  experiments, however,  employing  the  traditional ultracentrifugation  technique 

was not possible because of  the  very  large number of  cells  required  for each  sample  (1–5  108 

cells/sample)47, 247, 248.   Cells were  typically given 40 μg Rtx/106 cells  to achieve valence‐dependent 

levels of apoptosis (Figure 4.6) and CD120a expression (Figure 5.4); this dose corresponds to at least 

4 mg of Rtx (in Rtx‐LNP) per ultracentrifugation sample.   This  is an extremely  large amount of Rtx‐

LNP;  it  is approximately equal  to  the  total mass of Rtx present  in all samples of Rtx‐LNP prepared 

using one  iteration of the methodology  in Chapter 3.   Producing the minimum amount of material 

necessary  for  ultracentrifugation  experiments  using  this  methodology  (or  the  previous  method 

employed  in Section 2.3.2) was  therefore not possible  in practical  terms.   Developing a scaled up 

procedure  for preparing precise valences, or an altogether different procedure, would have been 

required.   

The  flow  cytometry‐based method used  in  this  chapter provides  a  suitable  alternative  to 

density  gradient  ultracentrifugation,  and  the  data  was  corroborated  by  confocal  laser‐scanning 

fluorescence microscopy  images  (Figures  6.2 &  6.5).   Others  have  used  an  identical  approach  to 

determine membrane raft affinity when ultracentrifugation  is  impractical or  impossible249, 250, or to 

verify western blots obtained from fractions after ultracentrifugation251. 

 Simons  et  al.  have  pointed  out  that  a  common  feature  of  density  gradient 

ultracentrifugation  DR  analyses  is  variation  in  results,  even  between  replicates  of  the  same 
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experiment, and this is a major weakness of the technique234.  They also point out that DR is only a 

starting point for studying raft association, and that changes  in DR  in response to biological stimuli 

are the most useful indicators of membrane raft involvement in the response.  For example, strong 

DR of a protein  in  itself does not provide much  information pertaining  to raft association, but  if a 

stimulus  causes  the protein  to undergo a decrease  in DR, a movement out of plasma membrane 

rafts due to the stimulus could be assigned234.  The data in Figures 6.1 & 6.3 employ this differential 

approach to the treatment of DR data, and the changes in DR measured in response to the different 

treatments are supported by the confocal fluorescence microscopy images in Figures 6.2 and 6.5. 

The results in this chapter deviate from those reported by many other groups that show that 

CD20  is  found  outside  of  plasma  membrane  rafts  in  different  lymphoma  cell  lines,  but  upon 

treatment with  Rtx,  CD20  translocates  to membrane  rafts74, 168, 169.   Using  the  same  approach  to 

quantify DR as in Figures 6.1 & 6.3, we employed A647‐pCD20 (Section 4.3.6) to measure the DR of 

CD20, and we found no changes  in DR values for CD20 (~0.6) before and after treatment with Rtx 

and Rtx‐LNP  (data not shown).   Confocal  fluorescence microscopy  images such as  those shown  in 

Figures 6.5 also indicate that the majority of Rtx (and therefore CD20) does not colocalize with GM1, 

a membrane raft marker.  Most of the studies indicating increased raft association of CD20 after Rtx 

treatment employed density gradient ultracentrifugation and western blotting, which may explain 

the difference  in part due the variability of such results, as described above.   The differences may 

also be due to the fact that most previous studies have employed a 2oAb, which results in moderate 

crosslinking  of  Rtx/CD20,  as  opposed  to  the more  substantial  hypercrosslinking  provided  by  the 

multivalent  constructs  used  here.    Different  degrees  of  hypercrosslinking would  be  expected  to 

modulate raft behavior to different extents (Section 6.2.2).   

One study in particular showed that by depleting Chol using MBCD concentrations similar to 

those  employed  in  this  chapter,  levels of  apoptosis  induced by Rtx  and  a 2oAb decreased  as  the 

MBCD  concentration  was  increased74.    Our  results,  on  the  other  hand,  show  that  insertion  of 



• 154  

additional  Chol  into  the  plasma  membrane  using  MBCD/Chol  abolishes  apoptosis,  while  Chol 

depletion  using  MBCD,  and  particularly  simvastatin,  sensitize  cells  to  apoptosis  induced  by 

multivalent  Rtx.   One  possibility  for  the  different  results may  be  that MBCD  interfered with  the 

ability of  the 2oAb  to hypercrosslink Rtx  in  the  study of  Janas et al., an event  that  is  required  for 

apoptosis (Sections 1.4.3 and 1.6.1).   

One  other way  that  the  results  here  differ  from  those  in  other  reports  is  that  apoptotic 

CD120a signaling  is generally considered  to  require  internalization of activated CD120a‐containing 

Complex II by clathrin‐dependent endocytosis (see Section 6.2.1).  Our results show no evidence of 

CD120a internalization preceding apoptosis, including confocal fluorescence microscopy images that 

were  obtained where  CD120a  staining  occurred  after  permeabilization  of  the  plasma membrane 

(not shown).  Moreover, we employed chlorpromazine treatment, which inhibits clathrin‐dependent 

apoptosis, at subcytotoxic doses in conjunction with Rtx and Rtx‐LNP, and we found no differences 

in the levels of apoptosis that were induced in the absence of chlorpromazine (data not shown).  The 

requirement  for endocytosis may not be universal  to all cell  types175,  so apoptosis via Complex  II 

may not be required in Ramos cells.   Other death receptors, such as DR4 and DR5, have also been 

shown to not require endocytosis before initiating apoptosis87.   

The  results  in  this  chapter  have  demonstrated  that  a  CD120a‐dependent mechanism  of 

action is capable of occurring in vivo after normal Rtx therapy as a result of hypercrosslinking of Rtx 

by  FcγR‐expressing  cells.    They  also  showed  that  increased  cellular  Chol  content  abolished 

multivalent Rtx‐induced apoptosis, while lower levels sensitized cells to apoptosis.  The synthesis of 

these two results suggests that improvements in the in vivo efficacy of bivalent Rtx therapy may be 

achieved with concurrent Chol‐lowering therapies such as simvastatin or other statins.  The utility of 

such an approach can be investigated using in vivo lymphoma xenograft models to study the efficacy 

of such treatment strategies and to further investigate the role of CD120a in the direct mechanism 

of action of Rtx, as described in Section 7.4. 
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6.5.2  Conclusions 

Our  results  have  shown  that multivalent  Rtx  serves  to  upregulate  CD120a  to  the  plasma 

membrane, where it elicits proapoptotic signaling when localized outside of plasma membrane rafts.  

Insertion of additional Chol  into the plasma membrane resulted  in  the translocation of CD120a to 

rafts and abolishment of multivalent Rtx‐induced apoptosis, while depletion of Chol sensitized cells 

to apoptosis, indicating that apoptosis induced by multivalent Rtx is Chol‐dependent.   

To model  the  interaction of  FcγR‐expressing effector  cells with Ab‐coated  tumor  cells,  Fc 

region‐specific 2oAb‐MS  induced  significantly elevated apoptosis and upregulation of CD120a only 

when  the cells were pretreated with Rtx.   The  same effect was observed when Ramos cells were 

cocultured with samples of PBMCs, which contain effector cells  that express FcγRs.   This suggests 

that FcγR‐expressing effector cells are capable of hypercrosslinking Rtx on the surface of lymphoma 

cells  in  vivo,  and  that  increased  apoptosis  resulting  from  CD120a  upregulation may  constitute  a 

novel direct mechanism of action of Rtx that occurs upon regular Rtx therapy.   Together, this data 

suggests  that  Rtx  efficacy  could  be  improved  through  concurrent  treatment with  Chol‐lowering 

agents such as statins.   
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7  Discussion  and  conclusions:  Antibodylipid  nanoparticles  as  a 
promising tool in cancer drug development 

7.1  Recapitulation 

  The work described in this dissertation outlines a complete methodology that can be used to 

discover  new  drugs  based  on  therapeutic  monoclonal  Abs  and  develop  such  therapies  to  an 

advanced preclinical stage, including an elucidation of their mechanism of action.  The methodology 

makes use of Ab‐LNPs, a type of multivalent therapeutic Ab construct that employs a liposome as a 

nanoscale scaffold  for bridging many Ab molecules  together.   Therapeutic Abs  that show minimal 

activity  as  bivalent molecules may  show  enhanced  therapeutic  activity  as multivalent  constructs, 

enabling  their  further  development  as multivalent  Abs  of  defined  (optimal)  valence,  rather  than 

bivalent Abs.  The proof of this concept was illustrated using the therapeutic Ab Rtx.   

As is the case with other types of multivalent Abs directed against different targets, Rtx‐LNPs 

exhibited  enhanced  activity  compared  to  bivalent  Rtx;  as  shown  in  Chapter  2,  Rtx‐LNPs  induced 

higher  levels of apoptosis, ADCC, and CDC  compared  to equal doses of bivalent Rtx.    In order  to 

further  understand  the  direct  mechanism  of  action  of  Ab‐LNPs,  a  new  Ab‐LNP  preparation 

methodology was developed  in Chapter 3 which allowed for the creation of many valences of Ab‐

LNP from the same Ab.  Using Rtx‐LNPs prepared with this methodology, Chapter 4 showed that the 

levels of  apoptosis  induced by Rtx‐LNPs depended  on  their  valence,  and  that Rtx‐LNPs  exhibited 

unique biological properties consistent with the notion that the higher valences can hypercrosslink 

CD20 in the plasma membrane more appreciably and form Rtx/CD20 clusters that may play a role in 

apoptosis.   

The improved methodology was used to study the direct mechanism of action of Rtx‐LNPs in 

Chapter  5, which  uncovered  a mechanism  of  action  of  Rtx‐LNP  involving  the  valence‐dependent 

upregulation of CD120a and subsequent activation of caspase‐8, resulting  in apoptosis.   Moreover, 

this chapter showed that Rtx‐MS, which do not contain liposomes, also induce apoptosis through a 
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CD120a‐dependent mechanism of action,  illustrating  that  the  liposome  is not  responsible  for  the 

apoptosis induced by Rtx‐LNP.  Chapter 6 showed that the induction of apoptosis of multivalent Rtx 

was  Chol‐dependent,  with  lower  levels  promoting  apoptosis  and  higher  levels  inhibiting  it, 

consistent with  the known Chol dependence of CD120a  signaling.   This  final chapter also  showed 

that  hypercrosslinking  of  Rtx  on  lymphoma  cells  by  FcγR‐expressing  immune  effector  cells  is 

sufficient to upregulate CD120a and  induce apoptosis, suggesting that a CD120a‐dependent direct 

mechanism of action occurs in vivo after normal bivalent Rtx therapy.  This constitutes a novel direct 

mechanism of action of Rtx, which so far has been undefined.     

7.2  Discussion concerning AbLNPs and other multivalent Ab constructs  

7.2.1  Strengths and weaknesses of AbLNPs as a tool for developing new drugs 

The use of Ab‐LNPs as  liposomal multivalent Ab constructs  is a unique approach to using a 

liposome to enhance the activity of a drug that is present on the outside, rather than the inside, of 

the liposome.  This is one feature that distinguishes Ab‐LNPs from immunoliposomes, as discussed in 

Section 1.2.  However, the most important difference between Ab‐LNPs and immunoliposomes, the 

evidence for which is provided in this dissertation, is that while immunoliposomes are the final drug 

product  themselves, Ab‐LNPs are not;  instead, Ab‐LNPs are a  tool  for optimizing and studying  the 

mechanism of action of multivalent therapeutic Abs.  Their use would be particularly advantageous 

when it is not straightforward to prepare many valences using other types of formulations, as is the 

case with gold nanoparticles  for example96, or when  the multivalent Ab  is  to be  included  in more 

complex systems such as multifunctional therapeutic nanoparticles167, where  it would be desirable 

to study Ab multivalency separately from the rest of the system.   

Another  strength  of  Ab‐LNPs  is  that  valences  as  high  as  250  have  been  reproducibly 

prepared  using  the methodology  in  Chapter  3.   Although  other  studies  have  probably  employed 
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valences  in this range as described  in Section 1.6, the actual valences were never defined, possibly 

because the valence was heterogeneous, suitable assays were not available, or it was not necessary 

to measure  the  valence.    In  studies  where  the  valence  has  been  defined  for  a multivalent  Ab 

construct,  it generally has not exceeded 10 (Section 1.6.3).   A range of specific valences up to 250 

can now be reproducibly prepared with high start‐to‐finish yields of coupled Ab (80%). 

The principal weakness of Ab‐LNPs is that the constructs resulting from the methodology in 

Chapter 3 are likely not suitable for in vivo studies.  This is because the Neut molecules used in the 

coupling process are proteins and there therefore potentially antigenic.   The  information obtained 

using these Ab‐LNPs (optimal valence and mechanism of action), however, can be translated into a 

variety of other types of constructs92‐96, 167.  If it should be desirable to study a liposomal multivalent 

Ab construct in vivo, an alternative method of preparing Ab‐LNPs would have to be employed, such 

as that used  in Chapter 2 which uses covalent coupling.   Section 3.2.1 described the difficulties  in 

terms of yield, reproducibility, and control over the valence of such methods, so they would not be 

suitable for studies on multivalency from the outset, but they may potentially be used to prepare a 

single valence for in vivo studies.   

7.2.2  The use of whole Abs in AbLNPs versus Ab fragments 

If  hypercrosslinking  of  the  target  on  the  surface  of  the  cancer  cell  is  responsible  for  the 

improved  therapeutic effects,  then  it may appear advantageous  to employ Ab  fragments  (such as 

Fab regions) rather than the whole IgG.  In this way, defined chemical species could more easily be 

prepared which could  then be coupled  to  liposomes;  this  is  the approach used by Nellis et al.  for 

preparing anti‐ErbB2  immunoliposomes252, 253.   Using Fab  fragments  for preparing multivalent Abs, 

however, would completely eliminate the indirect mechanisms of action of the Abs (ADCC and CDC), 

which are important in the overall efficacy of therapeutic Abs (Section 1.4).  Chapter 2 showed that 

the indirect mechanisms were not only preserved in Rtx‐LNP, but enhanced.  This was explained by 
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the  fact  that  the  processes  of  ADCC  and  CDC  themselves  result  from  multivalent  interactions 

involving the Fc region; these interactions are facilitated when the Ab is multivalent.  ADCC and CDC 

are common mechanisms to all therapeutic Abs (Sections 1.4.1 & 1.4.2), so the augmentation of the 

indirect mechanisms would be expected to be observed using other Abs.   

The methodology  in  Chapter  3  utilizes  biotinylation  on  a NIMAC  column,  and  under  the 

conditions that were employed, between one and two biotin groups were added per Ab.  The site of 

biotinylation on the Ab, however,  is not homogeneous.   On some Ab molecules,  it may be present 

on  the  Fab  region,  which  may  negatively  affect  binding  to  target  and  therefore  the  direct 

mechanism; on other molecules, a site on the Fc region may be biotinylated, which may affect the 

indirect mechanisms.  The nonhomogeneous biotinylation constitutes a significant advantage when 

considering  that  the overall mechanism of action  consists of a combination of direct and  indirect 

factors; one could  imagine that a single biotinylation site on either the Fab or Fc would reduce or 

eliminate one of the contributing mechanisms.   

This  appears  to  have  occurred,  for  example,  with  a multivalent  Ab  that  uses  a  specific 

configuration of six Fab regions and one Fc region.  This configuration resulted in complete abolition 

of all CDC activity, possibly due  to  the point of attachment on  the Fc  region  interfering with CDC 

processes such as C1q binding90.  By having many different biotinylation sites in the Ab molecules in 

Ab‐LNP,  some  individual molecules may  show  decreased  binding  to  target  (biotinylation  in  Fab 

region)  or  decreases  ADCC  or  CDC  (Fc  region);  these  processes,  however,  rely  on  multivalent 

interactions  that  can  be  facilitated  by  the  neighboring  Abs  in  Ab‐LNP,  resulting  not  only  in 

compensation but improvement in therapeutic responses.   

For example, Section 1.4.1 described how C1q is a hexavalent ligand requiring the binding of 

several Fc regions in order to initiate CDC; if the Fc region of one Ab in Ab‐LNP is unable to bind C1q 

due to  interference from a specific biotinylation site, a significant number of other unaffected Abs 

would be expected to be close by for binding, allowing CDC to progress.   It therefore appears that 
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having many sites of biotinylation  in Rtx‐LNP  is advantageous  to preserving all  the mechanisms of 

action of therapeutic Abs in the multivalent construct.   

7.2.3  Relevance of the direct mechanism of action of therapeutic Abs studied in 

vitro in the absence of hypercrosslinking 

Different strategies for creating multivalent Rtx were employed in this dissertation, including 

the use of Rtx‐LNP, Rtx‐MS, Rtx + 2oAb, and Rtx + 2oAb‐MS.  The treatment that provided maximum 

therapeutic efficacy (levels of plasma‐membrane CD120a and apoptosis) was hypercrosslinking with 

2oAb‐MS following Rtx treatment (Figure 6.4B).  These levels were higher than those observed after 

treatment with Rtx‐LNP of high  valence  (above 100;  Figure 4.6) or Rtx‐MS  (Figure 5.6),  and  they 

were especially higher than cells treated with Rtx followed by 2oAb (Figure 6.4B).  Note that in Figure 

6.4A (24 h time point), a significant fraction of cells had become necrotic; Figure 6.4B provides data 

at 12 h post‐treatment, when the necrotic fraction was much lower.   

2oAb‐MS  acted  on  cells  that were  already  saturated with  Rtx,  but  Figure  4.1  shows  that 

saturating cells with Rtx‐LNP still resulted in significant unbound CD20 as well as a large fraction of 

Rtx  that was not bound  to CD20.   The  lack of  saturation of CD20  could be due  to a  steric effect 

where  the  liposomal  component  of  Rtx‐LNP  takes  up  too much  space  to  allow  sufficient  Rtx  to 

saturate  all  CD20  on  the  cell  surface.   However,  because  2oAb‐MS  acted  on  Rtx‐saturated  cells, 

higher  levels  of  hypercrosslinked  CD20  could  be  achieved  in  the  plasma membrane,  resulting  in 

more  significant  CD120a  upregulation  and  apoptosis  compared  to  Rtx‐LNP  treatment.    The 

saturation  of  cells with  Rtx, which  allows  for  high  levels  of  clustered  CD20,  can  also  be  used  to 

explain why  the hypercrosslinking  induced by effector cells can produce a  strong apoptotic  signal 

(Figure 6.6).   

Importantly,  although  use  of  a  2oAb  is  a  common  method  to  assess  the  effects  of 

crosslinking a therapeutic Ab in vitro7, 74‐76, Figure 6.4B showed that 2oAb‐MS but not 2oAb alone was 
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able  to  provide  a multivalent  interaction  that  resulted  in  sufficient  hypercrosslinking  to  induce 

elevated  levels of apoptosis.   This  suggests  that when  testing  the crosslinking of  therapeutic Abs, 

using a 2oAb may not provide the necessary degree of crosslinking to induce meaningful therapeutic 

effects, and a multivalent 2oAb construct may be more appropriate.   

It  is  known  that  ADCC  occurs  as  a  result  of  the  binding  of  therapeutic  Abs  like  Rtx  to 

activating FcγRs on effector cells of the immune system.  This binding of the therapeutic Ab causes 

hypercrosslinking  of  the  activating  FcγR  on  the  effector  cell,  which  triggers  the  ADCC  response 

(Section 1.4.2).  With the results in Chapter 6, it can be argued that it is not necessarily the Ab which 

causes hypercrosslinking of FcγR, but that the Ab and the FcγR mutually hypercrosslink each other, 

which in terms of Rtx would result not only in ADCC but also in the direct induction of apoptosis in 

vivo.   

Moreover, as discussed  in Section 1.4.2, NK cells and granulocytes express only activating 

FcγRs, while other effector cells  including macrophages also express  inhibitory FcγRs, which upon 

hypercrosslinking,  negatively  regulate  ADCC.   We  demonstrated  in  Chapter  6  that  2oAb‐MS  and 

effector cells had similar effects on Rtx‐treated  lymphoma cells  in terms of a CD120a upregulation 

and  induction of apoptosis,  indicating that the method of Rtx hypercrosslinking does not  influence 

the therapeutic response.  This implies that in vivo, the direct induction of apoptosis resulting from 

hypercrosslinking should not depend on whether the particular FcγR that  is hypercrosslinked  is an 

activating or inhibitory receptor, because Rtx would be hypercrosslinked as a result.  Inhibitory FcγRs 

could therefore be responsible  for  inducing direct apoptosis as well as activating FcγRs.      It  is also 

conceivable that responses of bivalent Rtx and possibly other Abs that were thought to be entirely 

the result of ADCC (such as those in Figure 2.3C & D) could have actually been due, at least in part, 

to the direct mechanism of action.     
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7.2.4  The nature of  the  interaction between AbLNPs and  the  surface of  target 

cells  

In  Ab‐LNPs,  as  in  immunoliposomes,  the  Ab molecules  are  not  rigidly  held  in  place,  but 

diffuse around the liposome254.  This property may be particularly advantageous to the therapeutic 

efficacy  of Ab‐LNPs  because  it  has  been  shown  that  rigid multivalent  constructs  exhibit  variable 

activation or inhibition against targets depending on the spacing between the different binding sites 

on the multivalent  ligand102.   This suggests that by being allowed to diffuse, the Ab molecules can 

arrange in lowest‐energy (most stable) configuration of the multivalent Ab/target complex.   

On the other hand, since Figure 4.1 showed that not all Ab  is bound to the target  in these 

multivalent  complexes,  an  even more  efficient  use  of Ab may  be  a  near‐planar  nanometer‐scale 

configuration with Ab only on one side of the plane.  After treatment of target cells, no unbound Ab 

would  be  present,  allowing  all  Ab  to  be  engaged  in  hypercrosslinking.    It would  be  possible  to 

synthesize  different  sizes  and  intermolecular  spacings  of  such  constructs102,  or  possibly  create 

constructs where the Ab is not rigidly held in place using PEG linkers such as those used in Rtx‐LNPs.  

Although the direct mechanism of action of such a construct would be expected to be enhanced, it is 

unclear  how  this would  affect  the  indirect mechanisms.    To  preserve  all mechanisms  of  action, 

whole IgG would be required (not fragments) and variation in the point of attachment of the linker 

would also be necessary, as discussed in the previous section.   

  In  terms  of  the  dynamics  of  the  association  of  Rtx‐LNP with  target  cells,  there may  be 

parallels between with other types of multivalent ligands in nature such as carbohydrates and DNA.  

As  outlined  in  Section  1.6, multivalent  ligands  show  decreased  dissociation  rates  from  receptors 

compared  to  univalent  ones  due  to  recapture  of  the  ligand  before  complete  dissociation  of  the 

ligand‐receptor  complex.    Evidence  suggests  that  some DNA  regulatory  proteins  bind  to DNA  at 

nonspecific base pair sites and then through Brownian motion diffuse along the backbone until they 
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reach a high‐affinity site.  This “bind and slide” mechanism has also been observed in the interaction 

between multivalent carbohydrates and lectins100.   

It can be hypothesized that after the initial univalent interaction between an Ab molecule in 

Ab‐LNP  and  the  surface  of  the  target  cell,  the  cell  “recaptures”  another Ab molecule  before  (or 

during) dissociation of the first molecule.  This constant association and dissociation allows the Ab‐

LNP to essentially roll across the surface of the cell until a higher‐affinity interaction is formed, such 

as a cluster of target  in the plasma membrane on a  length scale similar to the diameter of the Ab‐

LNP.   These more stable multivalent  interactions may be  responsible  for  inducing  the  therapeutic 

effects  of  multivalent  Abs,  such  as  those  illustrated  in  Figure  6.5  where  hypercrosslinked  Rtx 

colocalized with CD120a outside of plasma membrane rafts.   

7.3  Discussion on the mechanism of action of Rtx 

7.3.1  The issue of rapid clearance of multivalent Rtx remains unresolved 

In Chapter 2,  it was shown  that even  though Rtx‐LNPs showed significantly higher  in vitro 

apoptosis, ADCC, and CDC, the in vivo efficacy of Rtx and Rtx‐LNP were equivalent (Figure 2.5).  This 

was explained by pharmacokinetic studies in Figure 2.6 that showed rapid clearance of Rtx‐LNP from 

the  circulation.    Efficacy  and  pharmacokinetics  studies  have  been  performed  on  other  types  of 

multivalent  anti‐CD20  Abs,  including  a  hexavalent  construct  based  on  veltuzumab  (a  humanized 

anti‐CD20 Ab)90.  Compared to veltuzumab, the hexavalent Ab induced higher apoptosis and similar 

levels of ADCC, but the CDC of the hexavalent Ab was completely abolished.  This contrasts to Rtx‐

LNP, which showed enhanced CDC compared with Rtx, and which may have resulted from the intact 

Fc regions in Rtx‐LNP enabling multivalent C1q binding.  This highlights the advantage of using entire 

IgG molecules in multivalent therapeutic Ab constructs in order to preserve the favorable effects of 

the  indirect mechanisms of action  in vivo.   The efficacy of the hexavalent Ab was not  found to be 



• 164  

superior to that of veltuzumab except at very high doses, and this effect was attributed to the fact 

that  it was cleared  from the circulation at  least 4.5 times  faster  than  the bivalent Ab.   These data 

mirror  those  in  the  current  study, where  in  both  cases  the  enhanced  effects  from multivalency 

observed in vitro are countered by decreases in circulation lifetime. 

On the other hand, Zhang et al. have demonstrated more favorable pharmacokinetics and 

efficacy of a Rtx polymer with a valence of ~10 (ref. 75).   Although they did not examine ADCC or 

CDC, they found that decavalent Rtx  induced apoptosis more effectively  in ten different CD20+ cell 

lines, and also exhibited a half‐life if 144 h, compared to 96 h for free Rtx.  The decavalent construct 

also exhibited  superior efficacy  in Raji  tumor‐bearing nude mice.   The  reasons  for  the  increase  in 

circulation  lifetime of decavalent Rtx versus  the decrease  for Rtx‐LNP are unclear, but one reason 

may be  that  the coupling method used may affect pharmacokinetic characteristics and, obviously, 

the size of the multivalent constructs are remarkably different.  This study, however, suggests that if 

the  pharmacokinetics  of  Rtx‐LNP  can  be  improved,  the  enhanced  effects  from  both  indirect  and 

direct  factors could be manifested  in vivo.  Importantly, the  fact  that Rtx‐LNP exhibits such a short 

residence  time  in  the  circulation yet exhibit an efficacy  that  is equivalent  to  free Rtx  reflects  the 

enhanced potency of Rtx‐LNP.   

The rapid clearance of Rtx‐LNP was surprising because previous studies on Trz‐LNP showed 

improvements in circulation lifetime and other pharmacokinetic parameters (Table 1.1).  The results 

using Rtx‐LNP imply that the rapid clearance may be due to the Ab employed rather than the size of 

the constructs or the liposomal component of the formulation.  It may still be possible, however, to 

improve  the  pharmacokinetics  of  multivalent  Rtx‐LNP  by  employing  a  non‐liposomal  construct.  

Chapters 5 & 6 showed that the enhanced efficacy of Rtx‐LNP is not due to a contribution from the 

liposome, because other means of achieving multivalency (Rtx‐MS, 2oAb‐MS) resulted in therapeutic 

effects  through  the  same CD120a‐dependent mechanism of action.   Different  types of  constructs 

that  could  be  explored  include  polymeric  nanoparticles93,  rotaxanes92,  gold  nanoparticles96, 
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dendrimers94,  95,  or  multifunctional  nanoparticles167.    The  issue  of  rapid  clearance  may  also  be 

resolved through the selection of an alternative anti‐CD20 Ab such as those  listed  in Table 1.2, but 

an alternative Ab would be expected to possess a different direct mechanism of action and different 

relative  contributions  of  the  direct  and  indirect  mechanisms,  as  discussed  in  Section  1.4.    An 

alternative anti‐CD20 Ab would therefore require re‐initiation of mechanistic studies.  

7.3.2  Local  concentrations  of  CD20  in  the  plasma  membrane,  and  not  the 

number  of RtxCD20  interactions,  determine  the  level  of  apoptosis  induced  by 

multivalent Rtx 

  Section  7.2.3  described  how  the  various  types  of  multivalent  Rtx  employed  in  this 

dissertation  resulted  in different  levels of CD120a upregulation and apoptosis  in  lymphoma  cells.  

Bivalent Rtx showed the lowest efficacy in vitro although it saturated all CD20 molecules on the cell 

surface, while Rtx‐LNP bound only to a fraction of surface CD20, formed domains, and showed much 

higher  efficacy  (Figures  4.1,  4.2,  &  4.6).      Rtx‐LNP  treatment  also  resulted  in  a  fraction  of  Rtx 

molecules  that were  not  bound  to CD20, but  remained  associated  to  the  cell because other Rtx 

molecules  in the same Rtx‐LNP were bound to CD20 (Figure 4.1).   Together, this  indicates that  it  is 

not  the direct binding of Rtx  to CD20  that  causes apoptosis; otherwise Rtx would have exhibited 

higher efficacy than Rtx‐LNP.   Rather, high  local CD20 densities  in the plasma membrane,  induced 

through hypercrosslinking by the multivalent construct, appear to be responsible for the  increased 

efficacies. 

  This  is  supported by  the valence‐dependent  levels of apoptosis  shown  in Figure 4.6.   The 

higher  valences of Rtx‐LNP  are  capable of more  substantial hypercrosslinking of CD20 within  the 

same  area  of  the  plasma membrane,  resulting  in  greater  local  CD20  concentrations.    This  also 

explains why CD20 expression has been observed to be independent of sensitivity to Rtx therapy255; 

higher levels of bound Rtx are not necessarily related to greater Rtx sensitivity.  A better indicator of 
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sensitivity  to  Rtx  treatment  may  be  an  assessment  of  the  ability  of  Rtx/CD20  to  undergo 

hypercrosslinking  (discussed  further  in Section 7.3.4).   By applying  the methodology  to other Abs, 

particularly those against targets known to function through hypercrosslinking, it will become clear 

whether this same phenomenon occurs with other Abs (Section 7.4).     

It should be noted that one potential weakness in Figure 4.1 may be with respect to the Abs 

that were employed.   Based on the discussion  in Section 7.2.4,  if the  interaction between Rtx‐LNP 

and the cell surface  is highly dynamic with Rtx‐LNP translocating across the surface of the cell, the 

binding of A647‐mCD20 on unoccupied CD20 molecules at any instant could cause those molecules 

to be unavailable for further interactions with Rtx‐LNP.  This may eventually cause more staining of 

unbound CD20 then was actually present at any  instantaneous  time point.   The results would still 

indicate  that Rtx‐LNP does not occupy  all  available CD20 on  the  cell  surface,  consistent with  the 

current interpretation of this data, but the levels of unoccupied CD20 would be overestimated.      

7.3.3  The direct mechanism of action of Rtx may not exclusively involve CD120a, 

but also other death receptors and signaling molecules 

  Cell signaling, in a general sense, encompasses greater complexities than linear transduction 

pathways with clearly defined endpoints256.  Rather, a cell contains a network of signaling cascades 

that can be envisaged as a spider web, where plucking one fiber results  in small reverberations at 

distant sites which determine different biological outcomes256, 257.      In this sense,  it  is  important to 

note that CD120a upregulation and activation of the extrinsic apoptosis pathway (Figure 5.1)  likely 

cannot explain the direct mechanism of action of Rtx in itself.  This may be particularly true in light 

of the fact that essentially all death receptors showed elevated expression after Rtx‐LNP treatment, 

particularly CD95 and DR5  in addition to CD120a (Section 5.4.2).   The direct  induction of apoptosis 

by  hypercrosslinked  Rtx  therefore  appears  to  involve  a  coordinated  network  of  many  death 

receptors that ultimately induce apoptosis in target cells, and from the experiments described in this 
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dissertation, CD120a appears to be the major player in this network.  It remains to be seen if this is 

the case in cell lines other than those employed here, or in primary cells from xenograft models or 

from humans.    

In  spite  of  the  strong  evidence  in  support  of  a  CD120a‐dependent  mechanism  at  the 

beginning of Section 5.5.1, a knockdown approach or a CD120a‐specific antagonistic antibody258 may 

further yield  results on  the overall dependence of CD120a on apoptosis.   CD120a  is nearly always 

expressed at  very  low  levels174,  so  strategies aimed at  inhibiting  its upregulation by Rtx‐LNP may 

yield  important  information on whether CD120a  is necessary  in the direct mechanism of action of 

Rtx, and also whether the other death receptors can compensate for CD120a in its absence. 

7.3.4  CD120a expression levels or mutation status as predictive markers for Rtx 

response 

 There is significant interest in identifying molecular markers that are predictive of response 

to Rtx because resistance to Rtx therapy is not well understood139, 140.  As mentioned in the previous 

section, CD120a  is normally expressed at constitutively  low  levels  in all cells  in the human body174, 

177.    In  the  direct mechanism  of  action  of  Rtx,  it  appears  that  the  ability  of multivalent  Rtx  to 

upregulate CD120a is responsible for the enhanced therapeutic effects.  Specifically, as illustrated in 

Figures 6.1, 6.2, & 6.5, the majority of upregulated CD120a is localized outside of plasma membrane 

rafts.    This  constitutes  the  apoptosis‐inducing  form  of  CD120a,  as  opposed  to  the  antiapoptotic 

form, which involves association of CD120a with rafts (Section 6.2.1).   

It  would  be  expected  that  oncogenic  cells,  in  order  to  survive,  would  express  the  raft‐

associated, NF‐κB‐activating form of CD120a.   In this sense, measuring CD120a expression may not 

be a good predictive marker for Rtx response because our results suggest that the upregulation of 

non‐raft‐associated  CD120a  drives  the  direct  induction  of  apoptosis.    The  results  in  Chapter  6 

(particularly  Figure  6.3),  however,  suggest  that  if  lymphoma  cells  express  high  levels  of  CD120a, 
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which  would  be  expected  to  be  raft‐associated,  that  the  patient  may  show  response  to  Chol 

depletion  therapy  such  as  statin  treatment.    Such  a  strategy may  lower  the  levels  of  plasma‐

membrane Chol  in  lymphoma cells and cause CD120a to translocate outside of plasma membrane 

rafts, which would be expected  to  induce apoptosis  in  these  cells.    Section 7.3.5 discusses  statin 

treatment in conjunction with Rtx therapy.     

Since  total CD120a  levels do not appear to be a good marker  for response to Rtx, there  is 

also the possibility of assessing the mutation status of CD120a.  Mutations may influence the ability 

of  CD120a  to  induce  apoptosis,  affecting  the  response  to  Rtx  treatment.    The  most  common 

mutations  in  the  gene  encoding  CD120a  occur  in  a  group  of  autoinflammatory  disorders  called 

TNFR‐associated  periodic  syndrome  (TRAPS)259,  260.    Symptoms  of  TRAPS  consist  of  seemingly 

unprovoked  inflammatory  attacks  due  to  impaired  control  of  the  innate  immune  system,  but 

autoantibodies or antigen‐specific T‐cells (the usual markers of autoimmune disease) are absent261.  

Mutations in CD120a that cause TRAPS occur in the extracellular domain, and it has been shown that 

these mutations do not cause constitutive or enhanced CD120a activation, but  they may  result  in 

defective apoptosis, allowing increased survival of proinflammatory cells262.   

Apart from those that are associated with TRAPS, however, CD120a mutations are relatively 

rare,  including  in cancer263; this  is  in contrast to CD95, DR4, and DR5, where mutations have been 

identified  in many cancer types  including different  lymphomas262, 264.    In an effort to  identify novel 

lymphoma‐associated  mutations  in  CD120a,  its  mutation  status  was  queried  in  a  database  of 

hundreds of diffuse  large B‐cell  lymphoma  (DLBCL) biopsies which underwent genome sequencing 

(Dr.  Randy Gascoyne,  personal  communication).    This  analysis  yielded  the  result  that  no  specific 

mutations in CD120a were found across a statistically significant number of samples, confirming the 

lack  of  CD120a mutations  observed  in  cancer  and  in  diseases  other  than  TRAPS.    Like  CD120a 

expression  levels,  therefore, CD120a expression  status does not  appear  to be  a  good marker  for 

clinical Rtx response.   
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It may be more promising to look beyond CD120a to other proteins that interact with it; for 

example,  mutations  in  proteins  that  associate  with  CD120a  and  which  may  contribute  to 

oncogenesis  have  been  identified,  such  as  mutations  in  TRADD,  which  forms  the  DISC  with 

CD120a265, 266.  Another possibility would be to assess the ability of healthy FcγR‐expressing effector 

cells  in  a  patient  to  engage  in  hypercrosslinking,  because  hypercrosslinking  was  shown  to  be 

important in the direct mechanism of action of Rtx (Figures 6.4–6.6).  This can be assessed not only 

by  the expression  levels of FcγRs on effector cells, but also by  the  total counts of FcγR‐expressing 

cells; both higher average expression and higher  total  cell  counts would be expected  to produce 

enhanced Rtx hypercrosslinking.   Another possibility may be  to develop an assay  to measure  the 

affinity of FcγRs to the Fc region of therapeutic Abs.  This is in light of studies that have shown that 

certain FcγR dimorphisms result in greater affinity interaction between FcγR and the Fc region of IgG 

(Section 2.2.2); greater‐affinity  FcγR–Fc  interactions would  result  in more  stable hypercrosslinked 

Rtx/CD20  clusters  and  may  result  in  enhanced  efficacy  due  to  the  CD120a‐dependent  direct 

mechanism of action described in Chapters 5 & 6 (refs. 122, 123).   

 7.3.5  Statins in combination with Rtx therapy 

Chapter 6 shows that the hypercrosslinking provided by immune effector cells is sufficient to 

induce  CD120a  upregulation  and  apoptosis.    This  is  strong  evidence  that  CD120a‐mediated  cell 

death  occurs  as  a  direct mechanism  of  action  of  regular  bivalent  Rtx  therapy  in  vivo.    The  final 

chapter also examines the Chol dependence of Rtx‐LNP induced apoptosis in light of this mechanism 

since CD120a has been shown to produce proapoptotic signals under conditions of reduced plasma 

membrane Chol (Sections 6.2.1 & 6.2.2).   It was shown  in Figures 6.1 & 6.2 that Rtx‐LNP  increased 

the detergent solubility of CD120a, but when Chol was  reinserted  in  the plasma membrane using 

MBCD/Chol,  the  DR  and  raft  association  of  CD120a  increased,  and  cells  were  rescued  from 

apoptosis.   Simvastatin treatment also decreased the DR of CD120a and sensitized  lymphoma cells 
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to Rtx‐LNP‐induced apoptosis  (Figure 6.3).   Along with  the PBMC experiments  in Figure 6.6 which 

supported  an  in  vivo  CD120a‐dependent mechanism,  these  data  suggest  that  concurrent  statin 

treatment with Rtx therapy may increase the efficacy of Rtx due to the dual raft‐dependent nature 

of CD120a signaling. 

Statins  have  shown  anticancer  activity  in  leukemia,  lymphoma,  colorectal  cancer,  breast 

cancer,  lung  cancer,  prostate  cancer,  and  pancreatic  cancer267.    Many  mechanisms  of  action 

responsible for the therapeutic effects have been described, including the ability of statins to inhibit 

antiapoptotic NF‐κB signaling.  Reduced activation of NF‐κB resulting from simvastatin treatment has 

been  demonstrated  in  Epstein‐Barr  virus‐associated  lymphomas268  and  cancer‐associated 

osteoclastogenesis269,  and  it  occurred  alongside  increased  apoptosis  in  human myeloid  leukemia 

cells270 and breast cancer cells, where  the apoptosis was  induced  in response  to TNF‐α271.   Statins 

have  also  been  shown  to  induce  apoptosis  in  ovarian  cancer  cells272,  to  inhibit  the  cell  growth, 

migration, and  invasion of melanoma  cells273, and  to help overcome drug  resistance  in  refractory 

multiple myeloma in a Phase II trial274.  Finally, many studies have associated statin use with reduced 

risk of cancer.  For example, a European case‐control study across 22 centers demonstrated an odds 

ratio of 0.61  for regular statin use with respect to non‐use, representing a significant reduction  in 

overall lymphoma risk associated with statin treatment275.   

There  is  some  evidence  that  statin  use  may  directly  inhibit  Rtx  binding  to  CD20  and, 

therefore, the efficacy of Rtx.  Inhibition was shown to be related to conformational changes in the 

CD20 molecule during statin treatment, and B cells obtained from patients on Rtx therapy showed 

lower  levels of Rtx binding276.   Although these studies raised concerns on the use of statins during 

Rtx treatment, there is no consensus on whether or not to stop statin treatment at the initiation of 

lymphoma  therapy  containing Rtx277.   One  study  that  addressed  this  issue  examined Rtx  efficacy 

with respect to statin use on the outcome of a cohort of prospectively observed patients with newly 

diagnosed DLBCL and follicular  lymphoma (FL).   It was shown that statin use had no  impact on the 
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overall response rate, overall survival, or event‐free survival in patients with DLBCL, but statin use at 

diagnosis was associated with improved event‐free survival in patients with FL, including subgroups 

treated with a Rtx‐containing regimen.  Statins therefore did not adversely affect outcome in DLBCL 

and FL, and the apparent benefit of statin therapy on FL outcome requires further studies277.     

At least in some cases, the anticancer effect of statins is related to lowering the area of the 

plasma membrane covered with plasma membrane rafts267.   For example, Chol targeting has been 

shown to alter lipid raft composition and cell survival in prostate cancer cells and xenografts.  Both 

in vitro and in vivo experiments showed that simvastatin induced apoptosis in prostate cancer cells 

by  inhibiting  Akt  pathway  signaling,  and  replenishing  cell membranes with  Chol  reversed  these 

inhibitory  and  apoptotic  effects243.    This  large  body  of  evidence  concerning  statin  use  in  cancer 

treatment  lends  credibility  to  future  studies  on  the  ability  of  statins  to  improve  the  in  vivo 

therapeutic efficacy of Rtx through a mechanism that involves CD120a. 

7.4  Future work 

In an effort  to  further understand  the direct mechanism of action of Rtx,  the results  from 

Chapter 6 suggest that an in vivo study in lymphoma xenograft models should be carried out in order 

to determine whether changes  in CD120a expression  levels  in  lymphoma cells are observed before 

and after treatment with Rtx.  The same two models as used in Figure 2.1B & C could be employed; 

the JVM2 model was Rtx‐insensitive while the Z138 model was Rtx‐sensitive.  Based on the results in 

Chapter 6, it should be established that the animals have functioning FcγR‐expressing effector cells 

in order for hypercrosslinking to occur.   These experiments could be carried out alongside a study 

which examines the efficacy of Rtx in conjunction with statin therapy, and if possible, differences in 

efficacy  could  be  examined  alongside  CD120a  expression  to  support  or  discredit  the  hypothesis 

regarding a CD120a‐dependent direct mechanism of action of Rtx. 
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In  terms  of  the  Ab‐LNP methodology  presented  in  this  dissertation,  the most  important 

future work involves its application to other therapeutic Abs in an effort to discover new multivalent 

drugs.  In industrial settings, a large number of potential therapeutic Ab candidates do not progress 

past initial stages of development due to their marginal activity as bivalent molecules.  It is possible, 

however,  that  creating multivalent  constructs  from  these Abs  could  lead  to  the discovery of new 

responses  that were not observed when  the Ab was bivalent, as was  the case with Rtx.   The new 

drugs could then be developed as multivalent, rather than bivalent, Abs.   

To work toward a system for applying the methodology in this dissertation to other Abs, the 

creation  of  a  business  plan  has  been  underway with  two  partners,  Joel  Jaffe  and Meir Deutsch, 

under  the  auspices  of  the  British  Columbia  Innovation  Council.    The  process  would  involve 

partnering with academic laboratories or companies engaged in therapeutic antibody development, 

who would provide “discarded” Abs for testing.  Besides showing low bivalent activity, the Abs to be 

studied  should be at an early  stage of development and  they  should  ideally have a  target  that  is 

known  to  produce  therapeutic  responses  through  clustering.    Such  a  strategy would  expand  the 

proof‐of‐concept provided using Rtx‐LNPs and may lead to the generation of new cancer medicines. 

7.5  Conclusions 

This proof‐of‐concept has established that the methodology outlined in this dissertation, in 

its application to other Abs in the context of drug development, can serve to:  

(1) Identify  therapeutic  Abs  that  show  enhanced  activities  when  multivalent  rather  than 

bivalent (Chapter 2); 

(2) Determine the optimal valence of Abs that benefit from multivalency (Chapter 4); 

(3) Decipher the mechanism of action of the new multivalent drug (Chapters 2, 4, 5, & 6); 

(4) Use the above  information to develop non‐liposomal formulations of the multivalent Ab,  if 

required (Chapters 5 & 6). 
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Although the valence of all approved therapeutic Abs is currently two, the results in this dissertation 

suggest that every therapeutic Ab may have a different valence where  it shows  its highest activity.  

This new concept should be included in the toolbox for creating therapeutic Abs for treating cancer. 
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