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1. Zusammenfassung  

Die amyotrophe Lateralsklerose (ALS) ist eine Erkrankung der motorischen Nerven des 

zentralen und peripheren Nervensystems. Es kommt hierdurch zu einem fortschreitenden 

Funktionsverlust, der klinisch zu Paresen der Zielmuskulatur führt. Die Ätiologie der 

Erkrankung ist unbekannt. 

In der vorliegenden Arbeit wurde die Rolle von Mikroglia, das heißt gewebsständigen 

Makrophagen im Rückenmark, auf die Pathogenese der ALS untersucht. Nach peripherer 

Nervenverletzung kommt es im Rückenmark auch unter physiologischen Bedingungen 

zu einer Akkumulation von Mikroglia um die betroffenen Motoneurone. Es ist 

vorstellbar, dass diese Mikrogliose insbesondere bei der ALS einen Einfluss auf die 

Funktion benachbarter Motoneurone haben könnte. Wir verglichen deshalb sieben Tage 

nach Verletzung des N. peroneus Rückenmarksschnitte von Wildtypmäusen (C57BL/6) 

mit denen von transgenen SOD1G93A Mäusen. Es handelt sich um ein etabliertes 

Mausmodell der ALS. Dabei unterschieden wir präsymptomatische SOD1G93A und 

symptomatische SOD1G93A Mäuse. Mittels Immunhistochemie wurden die Mikroglia im 

Rückenmark markiert. Um die Mikrogliose um die Motoneurone des benachbarten 

unverletzten N. tibialis zu identifizieren, wurde ein Tracer in den Zielmuskel (M. 

gastrocnemius) injiziert, welcher mittels retrogradem axonalem Transport Motoneurone 

im Rückenmark markierte. Außerdem analysierte ich Polarisierungen in 

inflammatorische M1 Mikroglia und antiinflammatorische M2 Mikroglia. Um die 

Auswirkungen der Mikroglia auf die Funktion der Motoneurone zu untersuchen, wurden 

zudem elektroneurographische und morphometrische Messungen des N. tibialis vor und 

sieben Tage nach der Operation durchgeführt.  

Die periphere Nervenverletzung führte zu einer Mikrogliaakkumulation im Rückenmark 

sowohl bei Wildtypmäusen als auch bei präsymptomatischen und symptomatischen 

SOD1G93A Mäusen. Diese zeigte sich besonders ausgeprägt im präsymptomatischen 

Stadium und war signifikant höher im Vergleich zu symptomatischen SOD1G93A Mäusen. 

Es konnten jedoch keine Polarisierungen von Mikroglia in M1/M2 nachgewiesen werden. 

Um die Motoneurone des unverletzten N. tibialis zeigte sich bei Wildtypmäusen und 

präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen eine signifikant höhere Anzahl an Mikroglia 

ipsilateral der Läsion im Vergleich zur kontralateralen Seite. Die weniger ausgeprägte 

Zahl von Mikroglia nach peripherer Nervenverletzung bei symptomatischen SOD1G93A 

Mäusen und die fehlende Erhöhung von Mikroglia ipsilateral um die Motoneurone des 
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N. tibialis könnten sich durch die krankheitsbedingt erhöhte Mikrogliazahl erklären 

lassen, welche bei Kontrolltieren signifikant nachgewiesen wurde.   

In keiner der drei Versuchsgruppen zeigte sich elektroneurographisch ein Unterschied der 

Muskelsummenaktionspotentiale des N. tibialis vor und sieben Tage nach Operation. In 

der Morphometrie zeigten Wildtypmäuse jedoch eine signifikant geringere Axonzahl des 

N. tibialis ipsilateral der Läsion. Bei präsymptomatischen SOD1G93A und 

symptomatischen SOD1G93A Mäusen zeigte sich dies nicht. Kontrolltiere 

symptomatischer SOD1G93A Mäuse wiesen sowohl ein signifikant geringeres 

Muskelsummenaktionspotential als auch eine geringere Axonzahl im Vergleich zu 

Wildtypmäusen auf, was ein Korrelat der fortschreitenden Neurodegeneration sein 

könnte.  

Es konnte in dieser Arbeit erstmals gezeigt werden, dass die Mikrogliaakkumulation nach 

peripherer Nervenverletzung nicht nur auf Motoneurone des betroffenen Nervs 

beschränkt ist, sondern auch die Funktion unverletzter benachbarter Motoneurone 

beinträchtigen kann. Diese Mikrogliose tritt bei Wildtypmäusen und einem Mausmodell 

der ALS auf. Dabei zeigten sich auch in den peripheren Nerven degenerative Effekte. Es 

sind jedoch weitere Studien notwendig, um die genaue Funktion und Konsequenz der 

Mikrogliose nach Nervenverletzung und in der ALS zu erforschen. 
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2. Einleitung 

2.1 Amyotrophe Lateralsklerose 

Die amyotrophe Lateralsklerose (ALS) ist eine Multisystemerkrankung, die durch einen 

schnell fortscheitenden neurodegenerativen Prozess gekennzeichnet ist. Es kommt zu 

einem Absterben der Nervenzellen, welche Muskeln innervieren. Diese Degeneration der 

Motoneurone findet im Motorcortex, Hirnstamm und Rückenmark statt (siehe Abb. 1) 

(Kirby et al., 2016; Taylor et al., 2016; Ghatak et al., 1986). Dabei gibt es große 

individuelle Unterschiede in Bezug auf die Region und die Progression der Krankheit. Es 

sind sowohl die zentralen Motoneurone im Motorkortex (siehe Abb. 1) als auch die 

peripheren Motoneurone im Hirnstamm und Rückenmark betroffen. Abhängig von der 

betroffenen Körperregion und der Involvierung anderer Systeme wie Kognition und 

Verhalten ist die Erkrankung unterschiedlich ausgeprägt (Ravits & La Spada, 2009).  

Primär führt die Neurodegeneration zu einer nachlassenden Funktion der Muskulatur die 

für die Sprachbildung zuständig sind (Bulbärsymptomatik) und zu Lähmungen der 

Extremitäten (Paresen). Diese Paresen schreiten zunehmend voran. In der Folge kommt 

es zu Problemen den Körper aufrecht zu halten, zu erschwertem Schlucken und Atmen. 

Unumkehrbar verschlechtert sich der Zustand und führt mit der Zeit durch Atemversagen 

zum Tod (Gibbons et al., 2018; Hardiman et al., 2011).  
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Abbildung 1 Degenerationsprozess der ALS 

Degeneration der zentralen (Motorkortex) und peripheren spinalen Motoneurone (Hirnstamm und 

zervikales bis sakrales Rückenmark) führt zu Paresen der innervierten Muskeln.  

Bild übernommen und modifiziert aus “Decoding ALS: From Genes to Mechanism” (Taylor et al., 2016).  

 

Die Ursache der Krankheit ist auch 140 Jahre nach der ersten Beschreibung 

weitestgehend ungeklärt (Al-Chalabi & Tripathi, 2008). Die ALS hat eine Prävalenz von 

3-5/100.000 pro Jahr in den westlichen Ländern (Chiò et al., 2013) und ist damit die 

häufigste Motoneuronerkrankung im Erwachsenenalter (Renton et al., 2014).  

Die mittlere Überlebenszeit nach der Diagnose, meist im 50.- 65. Lebensjahr, beträgt drei 

bis fünf Jahre (Zarei et al., 2015). Es gibt keine Heilung für die ALS. Das wirksamste 

Medikament, Riluzol, verlängert das Überleben von Patienten im Mittel um nur ca. zwei 

bis drei Monate (Miller et al., 2012). Riluzol wirkt über eine Hemmung der Ausschüttung 

des Neurotransmitters Glutamat (Martin et al., 1993). Weitere Therapieansätze, wie 

antioxidative und antiinflammatorische Medikamente, sind in Erprobung, konnten aber 

bisher keine eindeutigen Effekte zeigen (Cozzolino & Carrì, 2012). 
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Daneben gibt es symptomatische Therapien gegen Schluckstörungen und 

Gewichtsabnahme mit einer perkutanen endoskopischen Gastrostomie (PEG). Das 

Medikament Baclofen hilft häufig nur begrenzt gegen Spastiken und ist eher als 

Therapieversuch zu sehen. Dazu unterstützen logotherapeutische und ergotherapeutische 

Behandlungen individuelle Lösungen zur Kompensation eingeschränkter Funktionen zu 

finden (Hobson & McDermott, 2016). 

Ungefähr 10% der ALS-Fälle sind genetisch determiniert, wobei 60% - 70% dieser 

Mutationen autosomal dominant vererbt werden (Haverkamp et al., 1995). Klinisch sind 

hier häufig ganze Familien betroffen (hereditäre ALS). Neunzig Prozent aller ALS-Fälle 

treten jedoch sporadisch auf (Rowland & Shneider, 2001).  

Eine der häufigsten Mutationen bei hereditärer ALS ist eine Mutation des Kupfer/Zink 

Superoxid Dismutase 1 (SOD1) Gens (Renton et al., 2014; Rosen et al., 1993). Sie liegt 

bei ca. 12% der familiären Fälle und ca. 1% der sporadischen Fälle vor (Chio et al., 2008). 

Die Mutation führt bei der familiären Form zu einem elf Jahre früheren 

Krankheitsausbruch (Andersen, 2006). Außerdem sind weitere Mutationen wie eine 

exzessive Nukleotidwiederholung im C9orf72 Gen, ein Defekt des „TAR DNA binding 

protein“ (TARBD) oder Mutationen des DNA/RNA-Bindungsproteins „fused in 

sarcoma“ (FUS) beschrieben (Fazal et al., 2021; Siddique & Siddique, 2021; Tsai et al., 

2020). 

 

2.2 Das Tiermodel der ALS: SOD1G93A 

In normaler Funktion, als antioxidatives Enzym, detoxifiziert die Superoxiddismutase 1 

(SOD1) Superoxide (O2−). Dabei wandelt es zwei dieser Superoxide in H2O2 und O2 um. 

Zwei H2O2 zerfallen spontan in Wasser und Sauerstoff (McCord & Fridovich, 1969).  

Der Schaden für die Nervenzelle durch das mutierte Enzym ist noch nicht abschließend 

geklärt. Er entsteht wahrscheinlich durch eine Überfunktion der SOD1 (Hayashi et al., 

2016; Borchelt et al., 1994). Eine Theorie ist, dass es hierbei über eine für die Nervenzelle 

toxische Aggregation von Proteinen zum Untergang der Motoneurone kommt (Münch & 

Bertolotti, 2010; Watanabe et al., 2001). Andere postulierte Schädigungsmechanismen 

der SOD1 sind eine Dysfunktion von Mitochondrien und die Induktion eines defizitären 

axonalen Transports (Hayashi et al., 2016).  
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In den letzten 20 Jahren wurden verschiedene transgene Mausmodelle entwickelt, welche 

eine Mutation der SOD1 besitzen. Diese werden für die Erforschung des 

Krankheitsmechanismus und potentieller therapeutischer Strategien der ALS eingesetzt 

(Perrin, 2014; Gurney et al., 1994). Die toxische Überfunktion der SOD1 führt auch im 

Mausmodell zu Paresen und dem frühzeitigen Tod durch Atemversagen (Okado-

Matsumoto et al., 2002). 

Das am häufigsten verwendete Tiermodel ist hierbei die SOD1G93A
 Maus, bei der ein 

mutiertes Gen eingefügt wurde, welches zu einer Motoneurondegeneration ähnlich der 

ALS führt. Bei diesen transgenen Mäusen kommt es ab Tag 35-45 zu ersten 

Veränderungen, wie Denervierungen der motorischen Endplatten und einer 

Akkumulation von Mitochondrien in Neuronen. Dieses ist das präsymptomatische 

Stadium (Abb. 2 B). Erst ab Tag 80-90 zeigen sich erste Symptome, wie ein beginnender 

Tremor. Erste Motoneurone sterben ab. Am Tag 100 sind ca. 50% der Motoneurone 

untergegangen (Abb. 2 C). In der Endphase der Krankheit, um den 130. -140. Lebenstag, 

ist die Maus gelähmt und stirbt (Fischer et al., 2004; Hall, et al., 1998; Chiu et al., 1995).  

 

 

Abbildung 2 Motoneurondegeneration im Rückenmark 
Skizze eines Rückenmarksschnitts der Maus. Alle Motoneurone sind ohne Beeinträchtigung (A). Im 

präsymptomatischen Stadium kommt es zu einem Untergang einzelner Motoneurone. Dies 

führt aber noch nicht zu einer klinisch sichtbaren Lähmung (B). In Abbildung C ist zu erkennen, dass sich 

die Inflammation und Neurotoxizität ausbreitet. Die von Region zu Region fortschreitende Degeneration 

führt zur Zerstörung der Motoneurone und entsprechender Klinik.  

Bild übernommen und modifiziert aus “Clinical Spectrum of Amyotrophic Lateral Sclerosis (ALS).” (Grad 

et al., 2017) 
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2.3 Makrophagen und Mikroglia 

Als initiale Antwort des Immunsystems bei einer Infektion oder Erkrankung verfügt der 

Körper unter anderem über im Blutkreislauf zirkulierende und spezialisierte, 

gewebsständige Abwehrzellen, die Makrophagen (Lameijer et al., 2013; Wynn et al., 

2008). Diese Makrophagen sind mit einer weiten Spanne von Rezeptoren (pathogen 

recognition receptors) ausgestattet, welche sie hoch effizient in der Phagozytose, dem 

„Fressen“ von Pathogenen, werden lassen (Gordon, 2002). Als antigenpräsentierende 

Zellen haben sie zudem eine Schlüsselrolle in der Transduktion von Alarmsignalen und 

als Konsequenz in der Bildung von Gedächtniszellen (Iijima & Iwasaki, 2014). Ihr Ziel 

ist es, durch das Abräumen von apoptotischen Zellen und Zelltrümmern, die Homöostase 

wiederherzustellen (Lucas et al., 2010). Des Weiteren spielen Makrophagen bei 

komplexeren Vorgängen, wie Fibrosierung und Regeneration von Geweben, eine Rolle 

(Wynn et al., 2013).  

Spezialisierte gewebeständige Makrophagen werden nach Lokalisation und Funktion in 

Subtypen unterteilt: Osteoklasten im Knochen, Histozyten in der Milz, Kupferzellen in 

der Leber und Mikroglia im zentralen Nervensystem (ZNS) (Shapouri-Moghaddam et al., 

2018). Mikroglia sind hämatopoetischen Ursprungs und siedeln sich schon in der frühen 

Entwicklungsphase im ZNS an (Ransohoff & Perry, 2009; McKercher et al., 1996). Sie 

sind für die Homöostase des ZNS zuständig, indem sie Zelltrümmer phagozytieren 

(Neumann et al., 2009). Ihre Zahl wird aus im Blut zirkulierenden Monozyten aufgefüllt, 

die wiederum aus dem Knochenmark oder aus Reservoirs der Milz entstammen (Swirski 

et al., 2009). Diese werden in den Blutkreislauf entlassen und nach ein bis drei Tagen 

spezialisieren sie sich im Zielgewebe (Taylor et al., 2003). Pathologische Prozesse im 

ZNS führen demnach zu einer erhöhten Anzahl von Spezifizierungen zu Mikroglia 

(Honjoh et al., 2019; Orihuela et al., 2016).  

Diese vermehrte Rekrutierung kann zu einer vermehrten Ausschüttung potenziell 

toxischer Mediatoren führen (Gordon, 2003). Es wird postuliert, dass unter bestimmten 

Konditionen Mikroglia nicht nur ihre eigentliche Funktion verlieren, sondern auch für das 

umliegende Gewebe eine schädliche Rolle einnehmen. Dies geschieht durch Sekretion 

von Sauerstoffradikalen und pro - inflammatorischen Zytokinen wie Interleukin-1 (IL-1), 

Tumornekrosefaktor α (TNF- α), Stickstoffmonoxid (NO) und Prostaglandin E2 (PGE2). 

Diese inflammatorischen Stimuli und Toxine greifen Neurone und essenzielle Strukturen 

der zellulären Matrix an. Sterbende Nervenzellen geben weitere inflammatorische 
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Zytokine ab und rekrutieren Mikroglia (Block et al., 2007; Gordon & Taylor, 2005; Block 

& Hong, 2005). Dabei scheint auch der Verlust der Kommunikation zwischen 

nekrotischen Nervenzellen und Mikroglia zu einem Kontrollverlust zu führen, welche 

eine Exazerbation der Pathologie hervorruft (Polazzi & Contestabile, 2002). Es bildet sich 

eine generalisierte Inflammation, die auch andere Neurone schädigt, die ursprünglich 

nicht betroffen waren.  

Mikroglia sind somit prinzipiell im Stande, sowohl neuroprotektive als auch 

neurotoxische Funktionen einzunehmen (Streit, 2002).  

 

2.4 Polarisierung von Makrophagen 

Makrophagen werden in zwei Subpopulationen unterteilt, welche unterschiedliche 

Funktionen wahrnehmen. Dies sind zum einen die inflammatorischen M1-Makrophagen 

und zum anderen die anti-inflammatorischen M2-Makrophagen (Biswas et al., 2012; 

Cassetta et al., 2011). Makrophagen können von einem Phänotyp zum anderen wechseln 

(Sica & Mantovani, 2012). 

Die M1 und M2 Polarisation wird auch bei Mikroglia im ZNS unmittelbar nach 

Gewebeschäden beobachtet. Dabei wird durch M1-Mikroglia eine Inflammation initiiert 

(Dall’Asta et al., 2012). Diese wird durch inflammatorische Zytokinen wie TNF-α, IL-1, 

IFN-γ und Lipopolysaccharide stimuliert (Galli et al., 2011; Martinez et al., 2008). 

Aktivierte M1-Mikroglia exprimieren dann weitere pro-inflammatorische Zytokine 

(Murray & Wynn, 2011). 

Eine gegenteilige Funktion üben M2-Makrophagen bzw. Mikroglia aus. Diese alternativ 

aktivierten Abwehrzellen blockieren pro-inflammatorische Signale und schütten 

neurotrophe Faktoren (Faktoren zum Überleben und Wachstum von Nervenzellen) sowie 

anti-inflammatorische Zytokine wie IL-4 und IL-13 aus (Mantovani et al., 2013; Liao et 

al., 2012;. Mantovani et al., 2005; Gordon & Taylor, 2005). Dabei unterstützen sie z.B. 

die Regeneration von Axonen nach ZNS-Verletzung (Kigerl et al., 2009), die 

Wundheilung (Odegaard et al., 2007) und das Überleben von Motoneuronen durch 

funktionelle Antagonisierung von M1 (Liao et al., 2012). Je nach Signal und Funktion 

können in Mikroglia verschiedene Enzyme, Antigene und Transkriptionsfaktoren 

nachgewiesen werden (Hu et al., 2014). Zwei dieser Marker sind die Stickstoffmonoxid-

Synthase (NOS) und die Arginase 1. Im Zuge der M1 Polarisierung wird Arginin von der 
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NO-Synthase zu NO und Citrullin metabolisiert. Erhöhte lokale Konzentrationen von NO 

wirkt toxisch, inflammatorisch und verhindert die Zellproliferation (Kashfi et al., 2021).  

Im Kontrast dazu steht die Arginase 1, welche besonders im Zuge der M2 Polarisierung 

exprimiert wird. Dieses Enzym hydrolysiert Arginin zu Ornithin und Harnstoff. Damit 

fördert es die Zellproliferation und ist antiinflammatorisch (Yin et al., 2020).  

Bei einer Verschiebung der M1 zu einer M2 Polarisation reduziert sich die Expression 

der NOS und die der Arginase 1 steigt (Caldwell et al., 2018; Villalta et al., 2009; Munder 

et al., 1999). Somit ist die Arginase 1 die “Gegenspielerin” der Sekretion von NO durch 

Reduktion des verfügbaren Arginins (Rath et al., 2014; Pesce et al., 2009; El Kasmi et 

al., 2008; Satriano, 2004; Brightbill et al., 1999). 

Die in Makrophagen und Mikroglia vorkommende induzierbare NO-Synthase (iNOS) in 

M1 und die Arginase 1 in der M2 Polarisation lassen sich immunhistochemisch anfärben 

und sind Marker für entsprechend polarisierte Mikroglia (Orihuela et al., 2016; Colton, 

2009; Henkel et al., 2009). 

Auch bei der ALS wird im Krankheitsverlauf eine Polarisierung der Mikroglia, die um 

betroffene Motoneurone lokalisiert sind, beobachtet. Post mortem Studien zeigen sowohl 

bei Menschen als auch bei Mäusen mit SOD1 Mutation, dass während der progressiven 

Degeneration der Motoneurone sowohl Mikroglia als auch Astrozyten aktiviert sind (An 

et al., 2014; Henkel et al., 2004; Alexianu et al., 2001; Ince et al., 1996). Diese Mikroglia 

sind zusammen mit infiltrierende Lymphozyten, Monozyten/Makrophagen und 

dendritische Zellen auch vor Beginn der ersten Degeneration von Motoneuronen 

nachgewiesen (Hensley et al., 2003; Yoshihara et al., 2002).  

Zu Beginn der Erkrankung wird mehrheitlich ein M2 Phänotyp beobachtet, der unter 

anderem vermehrt im lumbalen Rückenmark von präsymptomatischen Mäusen 

nachweisbar ist (Gravel et al., 2016). Dies ändert sich im Krankheitsverlauf. Bei 

symptomatischen SOD1G93A Tieren werden vor allem M1-polarisierte Mikroglia, die 

inflammatorische Zytokine exprimieren, beobachtet (J. Zhang et al., 2018; Henkel et al.; 

2006; Hensley et al., 2002; Alexianu et al., 2001). 

Die Funktion der Mikroglia in der ALS ist bislang ungeklärt, aber eine Depletion von 

Mikroglia führt bei SOD1G93A transgenen Mäusen zu einer Abschwächung der 

Krankheitsprogression und einem verlängerten Überleben (Martínez-Muriana et al., 

2016).  
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2.5 Rolle von Makrophagen und Mikroglia nach einer Nervenverletzung 

Eine periphere Nervenverletzung kann durch ein Trauma, eine Kompression, ein Tumor, 

oder eine systemische Erkrankung (z.B. Diabetes oder eine Autoimmunerkrankung) 

hervorgerufen werden. Sie führt immer zu einer Rekrutierung von Makrophagen im 

peripheren Nerven, aber auch von Mikroglia im zugehörigen Rückenmarkssegment 

(Inoue & Tsuda, 2018). Auch Schwann-Zellen rekrutieren Makrophagen (Moran & 

Graeber, 2004). Schwann-Zellen sind für die Myelinisierung von Axonen zuständig und 

schütten im Falle einer Nervenverletzung Zytokine aus, welche Makrophagen erkennen 

können (Brück, 1997). Dabei ist die Anzahl der aus dem Knochenmark rekrutierten 

Makrophagen größer als die der gewebsständigen Makrophagen (Gautier et al., 2012). 

Makrophagen sind bei peripherer Nervenverletzung für die Auslösung einer 

Inflammation über die Ausschüttung von Zytokinen und Signalisierung anderer 

Immunzellen zuständig. Des Weiteren spielen sie eine entscheidende Rolle bei der 

Wundheilung durch den Abbau von apoptotischen Zellen und Zelldebris (Nazareth et al., 

2021; Zhang et al., 2021; Nourshargh & Alon, 2014).  

Mehr als die Masse scheint die Qualität der Abwehrzellen für die Regeneration von 

Axonen eine Rolle zu spielen. So führt eine Polarisation zum M2-Typ zu einer 

verbesserten Regeneration geschädigter Axone in einem Nervenverletzungsmodel. Eine 

pharmakologische Polarisierung von Makrophagen hin zu einem M2-Typ führt zu einer 

verbesserten Regeneration des peripheren Nervs (Mokarram et al., 2012). Es kommt aber 

auch im entsprechenden Rückenmarkssegment zu einer Migration von Mikroglia um die 

zugehörigen Motoneurone und sensiblen Nervenzellkerne im Spinalganglion (Inoue et 

al., 2018; Svensson et al., 1994; Graeber et al., 1988; Kreutzberg, 1986). Diese 

Aktivierung findet ausschließlich auf Rückenmarksebene statt und findet sich nicht in 

supraspinalen Regionen des ZNS (Zhang et al., 2008). 

Am ersten Tag nach einer peripheren Nervenverletzung nimmt die Zahl der Mikroglia im 

entsprechenden Rückenmarkssegment zu und erreicht ein Maximum nach fünf Tagen. 

Bis zu 15 Tage ist diese Mikrogliose nachzuweisen und normalisiert sich wieder zwischen 

Tag 20 und 30 (He et al., 1996). 

Die Signalkaskade für die Mikrogliaakkumulation ist noch nicht abschließend geklärt, 

aber die Interaktionen der Zellen untereinander, z.B. über synaptische Moleküle werden 

bei der Mikrogliamigration beobachtet (Aldskogius, 2011). Verschiedene 

membranständige Rezeptoren können Mikroglia entweder aktivieren oder in eine 
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Ruhephase versetzen. Einer der aktivierenden Rezeptoren, die auf Mikroglia zu finden 

sind, ist der „Receptor for advanced glycation endproducts“ (RAGE). Als „pattern 

recognition receptor“ (PRR) erkennt dieser antigenrepräsentierende Bestandteile von 

Pathogenen und löst eine Signalkaskade aus. Über intrazelluläre Signalwege wird die 

Produktion von „microglial macrophage colony-stimulating factor“ (m-csf) und 

inflammatorischer Zytokine (TNF-α, IL-1) simuliert, die wiederum andere Mikroglia 

aktivieren (Hu et al., 2014). Außerdem aktivieren Mikroglia auch andere Funktionen des 

innaten Immunsystems wie zum Beispiel das Komplementsystem. Pathogene werden zur 

Erleichterung der Phagozytose vom Komplementsystem markiert und weitere Zytokine 

exprimiert (Svensson et al., 1995). Zusätzlich geben Axone Signale über ihren 

Verletzungsstatus an die Perikarya ab (Hanz & Fainzilber, 2006).  

In betroffenen Neuronen kommt es auch zu Änderungen der Gentranskription. Diese 

transkribieren vermehrt wachstumsassoziierte Gene, wie neurotrophe Faktoren, 

Transkriptionsfaktoren und Moleküle für axonalen Transport (Richardson et al., 2009). 

Außerdem werden weitere Immunzellen durch Expression von Zytokinen aus dem 

Blutkreislauf rekrutiert (Rotterman et al., 2019). Diese Kaskade ist allerdings nur auf die 

lokalen Nervenkerne der betroffenen Nerven beschränkt (Kobbert & Thanos, 2000). 

Obwohl bereits bekannt ist, dass es nach peripherer Nervenverletzung zu einer 

Akkumulation von Mikroglia im Rückenmark kommt, die wiederum eine Änderung der 

Expression von Zytokinen und neurotrophen Wachstumsfaktoren zur Folge hat, so sind 

deren Konsequenzen für die exponierten Motoneurone ungeklärt. Da Mikroglia beide 

Funktionen neuroprotektive und neurotoxische einnehmen können, ist es prinzipiell 

möglich, dass eine Aktivierung vermehrt einer der beiden Rollen zufällt. 

Bei einer Rückenmarksverletzung, also einer direkten Verletzung der Nervenkerne 

kommt es ebenfalls zu einem sekundären Schaden, welcher durch eine von apoptotischen 

und nekrotischen Zellen ausgelöste Dysbalance von Elektrolyten, freien Radikalen und 

Zytokinen ausgelöst wird.  Durch diese Inflammation ist eine Reaktion nicht nur auf die 

betroffene Region beschränkt, sondern greift auch auf benachbarte Segmente über (Zhou 

et al., 2014). Ob ähnliche Mechanismen nach einer peripheren Nervenverletzung im 

Rückenmark stattfinden ist ungeklärt. 

Auf der anderen Seite beobachteten Hao et al., dass in Mäusen mit Cathepsin S defizitären 

Mikroglia die Motoneurone auf Rückenmarksebene nach einer peripheren 

Nervenverletzung vermehrt zu Grunde gehen. Cathepsin S ist ein Proteasom welches 
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Zellbestandteile zerkleinert, um diese dann für die Antigenrepräsentierung bereit zu 

stellen. Nach peripherer Nervenverletzung kam es in den Cathepsin S knock-out Mäusen 

zu einer geringeren Rekrutierung anderer Immunzellen und Mikroglia. Dies führte zu 

einer geringerer Überlebensanzahl von Motoneuronen in den betroffenen Regionen. Die 

Daten implizieren, dass Mikroglia über Cathepsin S eine protektive Rolle für 

Motoneurone nach Axotomie einnehmen (Hao et al., 2007).  

Zusammenfassend ist es bisher unklar ob nach einer peripheren Nervenverletzung im 

Bereich des Vorderhorns Mikroglia aktiviert werden, welchen Phänotyp sie entwickeln 

und welche Funktion sie hinsichtlich der nachfolgenden Regeneration bzw. Degeneration 

einnehmen. Es ist prinzipiell vorstellbar, dass Mikroglia auch eine weitergehende 

Degeneration induzieren und somit ein Mediator einer „transneuronalen Degeneration“ 

darstellen. Unter „transneuronaler Degeneration“ versteht man eine über die eigentlich 

betroffene Region hinausgehende Degeneration. Sie ist bedingt durch die untereinander 

vernetzten Neurone des ZNS. Dieses „Konnektom“ kann antegrad oder retrograd durch 

eine massive Ausschüttung von Neurotransmittern oder Zytokinen durch folgende 

Inflammation geschädigt werden (M. You et al., 2021; Y. You et al., 2019). 

Von besonderer Relevanz ist diese Fragestellung für die ALS, bei der es zu einem 

progredienten Untergang von Motoneuronen u.a. auch auf spinaler Ebene kommt 

(Marinkovic et al., 2012; Eisen & Weber, 2001; Zhang et al., 1997).  Daher ist es relevant, 

die Veränderung der Funktion von Mikroglia auf Rückenmarksebene im Tiermodell der 

ALS, d.h. in SOD1G93A zu untersuchen. Prinzipiell wäre vorstellbar, dass eine aberrante 

Mikrogliaakkumulation bei SOD1G93A Mäusen zu einer progredienten Schädigung der 

Motoneurone beiträgt.   
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2.6 Zielsetzung der Arbeit 

Die vorliegende Arbeit hat zum Ziel, die Auswirkungen einer peripheren 

Nervenverletzung des N. peroneus auf den unverletzten, benachbarten N. tibialis zu 

charakterisieren. Es wird postuliert, dass durch eine periphere Nervenverletzung eine 

Aktivierung von Mikroglia im Rückenmark hervorgerufen wird, die die Funktion der 

benachbarten Motoneurone beeinflusst. Es soll untersucht werden, ob die Akkumulation 

von Mikroglia neuroprotektiv oder neurotoxisch auf die Funktion der Neurone des N. 

tibialis wirken. 

Zudem wird untersucht, ob die Mikrogliose zu einer Schädigung vulnerabler 

Motoneurone führt. Hierzu wird der Effekt in Wildtypmäusen mit einem Mausmodell der 

amyotrophen Lateralsklerose (ALS), dem SOD1G93A Mausmodell verglichen. Diese 

Mäuse entwickeln eine Degeneration von Motoneuronen. Im präsymptomatischen und 

symptomatischen Stadium werden die Auswirkungen der Nervenverletzung im Hinblick 

auf eine fortschreitende Neurodegeneration der Motoneurone erforscht.  

Die gewonnen Erkenntnisse können zum Verständnis der Auswirkungen einer 

Nervenverletzung beitragen und Effekte auf unverletzte Nerven beleuchten. Dazu werden 

Unterschiede in einer neurodegenerativen Erkrankung erforscht. Dies kann 

möglicherweise bei der Entwicklung von Therapiekonzepten sowohl nach 

Nervenverletzung als auch bei der ALS helfen. 
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3. Material und Methoden 

3.1 Material 

3.1.1 Chemikalien 

Chemikalie Hersteller 

Agarose 

Buprenorphin 

Carprofen 

DNase/RNase freies Wasser (ddH2O) 

EDTA 

Eselserum (Normal donkey serum) 

Essigsäure  

Ethanol 70% 

FluoroGold  

Fluoromount 

Gel red 

Gelstift (Liquid blocker) 

Hoechst 33342 

Isofluran 

Isopropanol  

Ketamin 

Leiter (100bp) 

Natriumchlorid-Infusionslösung 0,9% 

NaCl  

Paraformaldehyd (PFA) 

Pferdeserum (Normal horse serum)  

Phosphate-Buffered Saline (PBS)  

Proteinase K 

SDS 

Sukrose  

Tissue Tek  

Toluidinblau 

Tris 

Invitrogen 

Indivior 

Zoetis 

Invitrogen 

Carl Roth GmbH 

Sigma Aldrich 

Carl Roth GmbH 

Carl Roth GmbH 

Fluorocrome Inc. 

Southern Biotech 

Dako 

Science Services 

Sigma Aldrich 

Abbvie 

Carl Roth GmbH 

Inresa 

Promega 

Berlin-Chemie AG 

Carl Roth GmbH 

Carl Roth GmbH 

Vector Laboratories 

Thermo Scientific 

Lucigen 

Sigma 

Sigma Aldrich 

Sakura Finetec Inc 

Sigma Aldrich 

Carl Roth GmbH 
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Triton™ X-100 

Xylazin 

Sigma Aldrich 

Bayer AG 

Tabelle 1 Chemikalien  

 

3.1.2 Kits 

Kit Hersteller 

GoTaq® Kit Promega 

Tabelle 2 Kits 

 

3.1.3 Primer 

Primer Sequenz 5´→ 3´ Hersteller 

Maus SOD1G93A vorwärts (fw) 

Maus SOD1G93A rückwärts (rv) 

CATCAGCCCTAAACCATCTGA 

CGCGACTAACAATCAAAGTGA 

Biolegio 

Biolegio 

Tabelle 3 Primer 

 

3.1.4 Antikörper 

Primärantikörper Wirt Dosierung Hersteller 

Anti-Iba1 Polyclonal 
Antibody 

Anti-iNOS Monoclonal 
Antibody 

Anti-Arginase 1 
Polyclonal Antibody 

Kaninchen  
 

Kaninchen 
 

Kaninchen 

1/500  
 

1/100 
 

1/200 

Wako 019- 19741 
 

Cell Signaling 
(D6B6S) #13120 

GeneTex  
(GTX 109242) 

Tabelle 4 Primärantikörper 

 

Sekundärantikörper Wirt Antigen Dosierung Hersteller 

Alexa Fluor 568 Goat 
anti-Rabbit IgG Antibody  

Ziege Kaninchen 1/500  Invitrogen 

Tabelle 5 Sekundärantikörper 
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3.1.5 Geräte 

Gerät Hersteller 

Chirurgiemikroskop 

Elektroneurographieaufbau 
(PowerLab signal acquisition set-up) 

Fluoreszenzmikroskop/Lichtmikroskop 
(Biorevo BZ- 9000) 

Gelkammer 

Hitzeschüttler 

Kryostat CM3050S 

PCR Thermocycler (RotorGene 3000) 

Pipetten (5, 10, 20, 200, 1000 µl)  

Spannungsgeber Elektrophorese 

UV- Leuchttisch 

Vortexer 

Zentrifuge (5417C)  

Schott 

ADInsturments 
 

Keyence Corp. 
 

Thermo Scientific 

Eppendorf AG 

Leica AG 

Corbett Research  

VWR 

Consort 

Bio Budget Technologies 

IKA-Labortechnik 

Eppendorf AG 

Tabelle 6 Geräte 
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3.2 Tierhaltung und Versuchstiermodell 

Für das Tiermodell wurden 60-80 Tage alte Wildtypmäuse vom Stamm C57BL/6 und 60 

Tage alte Mäuse mit einer Mutation der Superoxiddismutase 1 (SOD1G93A) beiderlei 

Geschlechts verwendet (The Jackson Laboratory B6SJL.SOD1-G93A). Diese Mutation 

führt zu einer Degeneration von Motoneuronen und ist dem Krankheitsverlauf der 

amyotrophen Lateralsklerose sehr ähnlich. Bis zum Alter von etwa 60 Tagen zeigen die 

transgenen Mäuse keinen Phänotyp, sie sind präsymptomatisch. Die Mäuse zeigen noch 

keine Symptome, aber bereits biochemische Veränderungen in Form von Denervierungen 

von motorischen Endplatten und Akkumulation von Mitochondrien in Neuronen (Fischer 

et al., 2004; Hall, et al., 1998; Chiu et al., 1995).  

Außerdem wurden 115 Tage alte, symptomatische SOD1G93A Mäuse verwendet. In 

diesem Alter zeigen sich erste Symptome wie Muskelschwäche in den Extremitäten und 

Gewichtsabnahme (Chiu et al., 2008). 

Bei einer Durchschnittstemperatur von 21 ± 1 ºC und einer Luftfeuchte von 60 ± 5 % 

wurden die Mäuse in der Tierhaltung des Instituts für experimentelle Medizin gehalten. 

Der zirkadiane Rhythmus wurde durch einen 12-stündigen Belichtungswechsel 

gewährleistet. Futter und Trinkwasser standen ad libitum zur Verfügung. Die Operationen 

wurden in den Versuchsräumen der experimentellen Medizin der Universität zu Köln 

durchgeführt. Für alle Versuche bestand für die Dauer der Experimente eine Tierhaltungs- 

und Versuchsgenehmigung. Somit wurden die Bedingungen zur Durchführung von 

Tierversuchen gemäß § 8 Absatz 1 des Tierschutzgesetzes erfüllt.  

 

3.3 Genotypisierung 

Es wurden heterozygote, männliche SOD1G93A Mäuse mit Wildtypweibchen gekreuzt. 

Schwanzspitzen der Nachkommen wurden für die Extrahierung der genomischen DNA 

entnommen. Danach wurden sie mit 247,5 µl Lysepuffer (Tab. 7) und 2,5 µl Proteinase 

K (20 U/ml) versetzt und über Nacht bei 55°C inkubiert. Ungelöste Komponenten wurden 

durch zehnminütiges Zentrifugieren mit 13.000 rpm bei 20°C getrennt und verworfen. 

Zum Überstand wurden 250 µl Isopropanol hinzugefügt, durchmischt und für 10 min. bei 

20°C mit 13.000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das DNA Pellet 

mit 250 µl 70% Ethanol gewaschen und erneut für 10 min. zentrifugiert. Der Überstand 

wurde entfernt und die Pellets für zwei Stunden bei Raumtemperatur luftgetrocknet. Zum 
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Schluss wurde die DNA mit 50 µl DNase/RNase freiem ddH2O über Nacht bei 20°C 

resuspensiert. 

 

Lysepuffer 100 mM Tris pH 8,5 

200 mM NaCl 

5 mM EDTA 

0,2% SDS 

Tabelle 7 Lysepuffer 

 

3.4 Polymerase - Kettenreaktion  

Die Reaktionsmischung für die Polymerase – Kettenreaktion (PCR) wurde nach Vorgabe 

des GoTaq® Kits (Promega) hergestellt (Tab. 8). Die Primer wurden nach dem 

Standartprotokoll der JAX Genotypisierungsdatenbank (The Jackson Laboratory) von 

Biolegio hergestellt: Vorwärtsprimer (fw) 5´-CAT CAG CCC TAA ACC ATC TGA- 3´ 

und Rückwärtsprimer (rv) 5´-CGC GAC TAA CAA TCA AAG TGA 3´. 

 

Reaktionsmischung Volumen (µl) 

Primer-fw (20 pmol/µl)) 

Primer-rv (20 pmol/µl) 

MgCl2 (25 mM) 

dNTP’s (2,5 mM)  

5 x PCR-Puffer 

Taq-Polymerase (500 U)  

DNA 

dH2O  

1,0 

1,0 

1,0 

1,0 

5,8 

0,2 

2,0 

13,0 

Total 25 

Tabelle 8 PCR Reaktionsmischung für eine SOD1G93A Maus 

Reaktanten für die PCR, dem GoTaq® Kit (Promega) entnommen und anschließend die Primer und DNA 

hinzugegeben.  

 

Danach wurde die PCR im Thermocycler RotorGene 3000 (Corbett Research) 

durchgeführt. Der Zyklus wurde in das Programm RotorGene6 (Corbett Research) 
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eingegeben. Zunächst wurde die cDNA bei 94°C für zwei min. denaturiert. Danach wurde 

folgender Zyklus; 94°C für 30 sek., 60°C für 30 sek., 72°C für 45 sek., 40-mal wiederholt 

und abschließend bei 72°C für zwei Minuten beendet. 

Eine Agarose Gelelektrophorese wurde durchgeführt, um die PCR Produkte auszuwerten. 

300 ml 1x TAE Puffer (Tab. 9) wurde mit 4,5g Agarose in der Mikrowelle zum Kochen 

gebracht. Anschließend wurde 15 µl Gel red (Dako) hinzugefügt. Sobald die Agarose sich 

verfestigt hatte, wurde die Kammer mit 1xTAE Puffer aufgefüllt. Die Geltaschen wurden 

mit je 10 µl Reaktionsmischung gefüllt, ein Leiter (100 Basenpaare) wurde in die erste 

und letzte Tasche gegeben. Zur Aufteilung der DNA-Fragmente wurde das Gel bei einer 

Spannung von 170 Volt für 45 min. geladen. Durch die Fluoreszenz des Gel red ließen 

sich auf einem UV-Leuchttisch die SOD1G93A Mutationen kenntlich machen. 

 

TAE Puffer 242g Tris base 

57,1 ml Essigsäure 

100 ml (500 nM EDTA (pH 8,0)) 

Auf 1 Liter mit H2O auffüllen für 50 x 

Puffer 

Tabelle 9 TAE Puffer 

 

3.5 Operation  

3.5.1 Operationseinleitung 

Es wurden zwei Versuchsgruppen gebildet. Der ersten Gruppe wurde der Nervus 

peroneus des linken Hinterlaufs zusammengedrückt (Kapitel 3.5.3). Die zweite 

Versuchsgruppe bekam zusätzlich zu der Verletzung noch der Tracer FluoroGold 

(Fluorocrome Inc.) injiziert (Kapitel 3.5.4). Jede Versuchsgruppe bestand aus je 5 

Mäusen Wildtyp (60 - 80 Tage), SOD1G93A präsymptomatisch (60 ± 2 Tage), SOD1G93A 

symptomatisch (105 ± 2 Tage) und jeweils 2 - 3 Kontrolltieren gleichen Alters. Es wurden 

männliche und weibliche Tiere in gleichem Verhältnis ausgewählt.  

Beide Versuchsgruppen wurden nach dem gleichen Protokoll operiert und postoperativ 

behandelt. Initial wurde die Operation in einer Narkosebox mit einem Gasgemisch aus   

3-4% Isofluran, 0,4% Luft und 0,2% Sauerstoff eingeleitet. Zur Vermeidung 
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postoperativer Schmerzen wurde eine gewichtsadaptierte Dosis des Analgetikums 

Buprenorphin (0,1mg/kg) oder Carprofen (5mg/kg) subkutan verabreicht.  

Nach der Einleitung der Narkose wurde die Maus auf eine Wärmeplatte gelegt und über 

einen Isofluranverdampfer (2% Isofluran, 0,4% Luft, 0,2% Sauerstoff) die Narkose 

aufrechterhalten. Bepanthen Augensalbe wurde als Austrocknungsschutz aufgetragen. 

Durch das Ausbleiben eines Schmerzreflexes der Hinterbeine wurde die chirurgische 

Toleranz festgelegt.  

 

3.5.2 Elektroneurographie  

Elektroneurographische Messungen wurden an Tag 0 und Tag 7 nach Nervenverletzung 

durchgeführt. Kontrolltiere wurden an Tag 0 und 7 gemessen und nicht operativ 

behandelt. 

Mit Hilfe einer elektrischen Stimulation des Nervs konnte ein Aktionssummenpotential 

gebildet werden, welches über Ableitungselektroden im innervierten Muskel abgeleitet 

wurde. Über dieses Muskelsummenaktionspotential ließ sich die 

Nervenleitgeschwindigkeit des N. tibialis messen (Abb. 3). Die vorhandene Wärmeplatte 

sollte eine Unterkühlung der Tiere und temperaturbedingte Schwankungen der 

Nervenleitgeschwindigkeiten vermeiden. Alle elektroneurographischen Messungen 

wurden durch PowerLab signal acquisitation set-up (ADInstruments) erhoben und über 

das Programm Scope4 (ADInstruments) bearbeitet. 

Der elektrische Impuls erfolgte über zwei Reizelektroden, die den N. ischiadicus 

stimulierten. Diese wurden jeweils lateral und medial des Austritts des Nervs auf Höhe 

der Spina iliaca posterior superior in die Muskulatur eingestochen. Die zwei 

Ableitungselektroden wurden an der medialen Plantarseite der Hinterpfote, in den durch 

den N. tibialis innervieren Muskel, platziert. Als Erdung diente eine Neutralelektrode im 

proximalen Abschnitt des Schwanzes.  
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Abbildung 3 Aufbau der elektroneurographischen Messungen 
Das Muskelsummenaktionspotential (MSAP) wird gebildet, indem die Stimulationselektroden einen 

elektrischen Reiz an den N. ischiadicus abgeben. Dieser Reiz wird von den Ableitungselektroden der 

Muskeln der Hinterpfote als MSAP des innervierenden N. tibialis aufgezeichnet und graphisch dargestellt. 

Die Elektrode im Schwanz dient der Erdung (Abbildung erstellt auf https://biorender.com). 

 

Der elektrische Stimulus wurde über 0,1 sek. mit einer Stromstärke von 20 mA 

abgegeben.  

Amplituden von Messungen <5mV wurden hierbei bei allen drei Versuchstiergruppen 

nicht berücksichtigt, da hierbei davon auszugehen ist, dass es sich um eine Fehlmessung 

oder eine falsche Platzierung der Messelektroden handelte. 

 

3.5.3 Periphere Nervenverletzung 

Nach Prüfung einer ausreichend tiefen Analgosedierung durch Nachweis einer Areflexie, 

wurde die Maus in Bauchlage an den Vorder- und Hinterläufen fixiert. Mit einem 
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Tierhaarrasierer wurde die Lateralseite des linken Oberschenkels rasiert und anschließend 

mit einem Hautantiseptikum desinfiziert. 

Mit einem Skalpell wurde 35 mm rostral des Mittelfußes, lateral am Oberschenkel ein 

Schnitt durch die Haut geführt. Dieser wurde mit einer Operationsschere subkutan stumpf 

erweitert und nach Durchtrennung der Muskulatur wurde der N. ischiadicus sichtbar. An 

operierter Stelle teilte sich der Nerv in seine drei Endäste, den N. tibialis, N. peroneus 

und N. suralis auf. Anschließend wurde der lateral verlaufende Nerv vom zentral 

verlaufenden dicksten Nerv (N. tibialis) vorsichtig gelöst (Batt & Bain, 2013; Dalkin et 

al., 2016). Der freipräparierte N. peroneus wurde so weit proximal wie möglich mit einer 

Pinzette 30 sek. lang zusammengedrückt. Anschließend wurden die Muskelfaszien mit 

Polyamidfaden (Ethilon II 4-0, Johnson & Johnson Inc.) zugenäht. Während die 

Isoflurandosis langsam reduziert wurde bis eine Spontanatmung einsetzte, wurde die 

Hautwunde verschlossen und mit einer Natriumchloridlösung (0,9%) gereinigt. 

Anschließend wurden die Mäuse einzeln gehalten und täglich auf Schmerzzeichen 

kontrolliert. Dies wurde auf einem Schmerzerfassungsbogen protokolliert und die Maus 

bei Bedarf mit Buprenorphin (0,1mg/kg) oder Carprofen (5mg/kg) analgesiert. Spätestens 

zwei Tage nach der Operation waren keine Schmerzzeichen mehr zu erkennen. 

 

3.5.4 Tracerinjektion  

Für die zweite Versuchsreihe wurden je fünf Tiere pro Gruppe (Wildtyp, SOD1G93A 

präsymptomatisch, SOD1G93A symptomatisch) zuerst nach oben beschriebenem Protokoll 

neurographiert, der N. peroneus mechanisch komprimiert und die Wunde genäht.  

Anschließend wurden sowohl der linke als auch der recht Hinterlauf nach innen rotiert 

und mit Klebeband fixiert. Nun konnte man den großen Wadenmuskel (M. 

gastrocnemius) erkennen. Die Haare wurden beidseits mit einem Tierhaarschneider 

entfernt und die Haut desinfiziert. Nachdem ca. 0,5 cm unterhalb der Kniekehle ein 

Horizontalschnitt durch die Cutis und Subcutis mit Skalpell geführt wurde, waren beide 

Muskelköpfe des M. gastrocnemius freipräpariert. Mit einer 10 µl Mikrospritze 

(Hamilton Company) wurde die Faszie durchstochen und pro Muskelkopf 4 µl einer 5% 

FluoroGold Lösung (Fluorocrome Inc.) injiziert. Dies geschah sowohl auf der operierten 

Seite als auch am anderen Hinterlauf. Um einen Rückfluss des Tracers zu unterbinden 
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wurde die Mikrospritze ca. eine Minute im Muskel belassen. Danach wurde die Faszie 

mit Kochsalzlösung gewaschen und die Haut genäht.  

Den Kontrollmäuse der jeweiligen Versuchstiergruppen wurde lediglich der Tracer 

injiziert. Nach dem Nähen der Wunde wurden sie in den Käfig zurückgesetzt.  

3.6 Organasservierung  

3.6.1 Perfusion  

Am siebten Tag nach der Operation wurden die Mäuse aller Versuchsreihen mit einer 

vierprozentiger Paraformaldehydlösung (4% PFA) perfundiert.  

Es wurde zunächst ca. 200 µl einer Lösung aus Ketamin und Xylazin (10mg/ml Ketamin, 

20mg/ml Xylazin, in NaCl 0,9%) intraperitoneal verabreicht. Nach ca. 10 - 15 min. wurde 

aufgrund fehlender Schmerzreflexe die chirurgische Toleranz festgestellt. Die Maus 

wurde in Rückenlage fixiert. Mit einer Schere wurde der Thorax aufgeschnitten und das 

Herz freipräpariert. PBS wurde mit einer Pumpe in den linken Ventrikel geleitet und der 

rechte Ventrikel aufgeschnitten, um das Blut aus dem Kreislauf abzulassen. Nachdem das 

gesamte Blut entfernt wurde, leitete man 4% PFA in den Kreislauf. Wenn sich der 

Schwanz der Maus anhob, war eine gute, vollständige Perfusion erreicht. Falls dies nicht 

der Fall war, wurden weitere 40 ml 4% PFA eingeleitet.  

 

3.6.2 Gewebsentnahme Rückenmark 

Mit einer Schere wurde, am Schwanz beginnend, die Wirbelsäule vom Körper getrennt. 

Unter einem Mikroskop wurden die einzelnen Wirbelkörper lateral mit einer Schere 

aufgetrennt und das Rückenmark dabei unbeschädigt offengelegt. Anhand beschriebener 

Landmarken (Harrison et al., 2013), wurden die gesuchten Rückenmarksabschnitte L3 - 

L5 identifiziert und freipräpariert. Nach dem Abtrennen der zu- und abgehenden 

Nervenstränge wurde der Rückenmarksabschnitt herausgelöst. Das Gewebe wurde in 4% 

PFA bei 4°C für 24h gelagert und danach in 30% Sukroselösung für weitere 24 h bei 4°C 

aufbewahrt. 

Anschließend wurden die Schnitte in TissueTek eingebettet und 1h bei -20°C eingefroren. 

Danach wurden mit dem Kryostaten 30 µm dicke Querschnitte angefertigt. 6 - 8 Schnitte 

wurden auf einem Objektträger platziert und bei -80 ºC bis zur Benutzung gelagert.  
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3.6.3 Entnahme des Nervus tibialis 

Mit einer Schere wurde breitflächig die Haut der Dorsalseite des Hinterlaufs eröffnet. 

Danach wurden vorsichtig die Faszien und Muskeln freigelegt, wobei an der ipsilateralen 

Seite die Operationsnaht als Orientierung diente. Danach wurde der N. ischiadicus 

dargestellt und distal verlaufendes Binde- und Muskelgewebe bis zur Trifurkation 

entfernt. Schließlich wurde der N. tibialis als medial verlaufender und prominentester 

Nerv identifiziert. Ein ca. 0,1 - 0,2 cm langer Abschnitt wurde möglichst proximal 

entnommen. Bis zur Aufbereitung wurde dieser in 4% PFA bei 4°C gelagert. 

 

3.7 Immunhistochemie 

3.7.1 Mikroglia  

Um die zentrale Mikrogliaakkumulation nach einer peripheren Nervenverletzung zu 

quantifizieren, ist die Iba1 Immunfluoreszenzfärbung eine etablierte Methode, da Iba1 

auf aktivierten Mikroglia und Makrophagen exprimiert wird (Calvo & Bennett, 2012). 

In dem Abschnitt L3 - L5 des lumbalen Rückenmarks sind die Perikarya der Motoneurone 

des N. tibialis und N. peroneus lokalisiert (Bácskai et al., 2014). Es wurden pro 

Versuchstier drei Objektträger mit Schnitten aus dieser Region mit dem Antikörper gegen 

Iba1 gefärbt und anschließend der Träger ausgewertet, welcher die höchste 

Mikrogliaakkumulation zeigte.  

Zuerst wurden die Objektträger ca. 5 min. bei 21°C aufgetaut. Um die Flüssigkeiten auf 

dem Träger zu halten, wurden diese mit einem Liquid Blocker (Science Services) 

umfahren. Anfangs wurde dreimal á 10 min. mit 1x PBS gewaschen. Dieser Ablauf war 

bei jeder Waschung identisch und wird im Folgenden nicht wiederholt beschrieben. Um 

unspezifische Bindungen zu verhindern, wurde als Blocklösung 10% Pferdeserum und 

0,2% Triton X-100 in 1x PBS gelöst und 200 µl pro Objektträger hinzugegeben. Nach 

einstündiger Inkubation wurde erneut gewaschen. Schließlich wurde der Anti-Iba1 

Primärantikörper (Tab. 10) in 1x PBS 1:500 verdünnt, 200 µl auf den Objektträger 

gegeben und über Nacht bei 4°C inkubiert. Am folgenden Tag wurden die Rückstände 

der Primärantikörper abgewaschen und danach 200 µl des Sekundärantikörpers 

AlexaFluor 568 1:500 (Tab. 10) in 1x PBS draufgegeben. Nach 1,5-stündiger Inkubation 
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wurde gewaschen und von nun an alle weiteren Schritte im Dunkeln durchgeführt, um 

dadurch die Fluoreszenz nicht zu beeinflussen.  

Um die Zellkerne der Mikroglia sichtbar zu machen, wurde anschließend mit 1:200 

Hoechst 33342 (Sigma Aldrich) in 1x PBS für 10 min. inkubiert und abschließend ein 

letztes Mal gewaschen. Die Rückenmarksschnitte wurden mit je drei Tropfen 

Fluoromount und einem Glasplättchen abgedeckt und konserviert.  

Zur Vermeidung von Signalüberlagerungen wurde kein Hoechst 33342 bei den 

Rückenmarksschnitten mit injiziertem Tracer hinzugegeben und nach dem Abwaschen 

des Sekundärantikörpers direkt eingedeckelt.  

Abschließend wurden alle Schnitte über Nacht bei 20°C abgedunkelt getrocknet und 

anschließend im Dunkeln bei 4°C gelagert. 

 

Antikörper Wirt Antigen Dosierung Hersteller 

Anti-Iba1 Polyclonal 
Antibody 

Alexa Fluor 568 Goat 
anti-Rabbit IgG  
Antibody 

Kaninchen 
 

Ziege 

Iba1 
(Mikroglia) 

Kaninchen 
 

1:500  
 

1:500 

 

Wako 019- 
19741 

Invitrogen 

 

Tabelle 10 Antikörper Mikrogliafärbung 

 

3.7.2 Immunhistochemie für M1/M2 polarisierte Mikroglia  

Um inflammatorische (M1) und antiinflammatorische (M2) Polarisierungen von 

Mikroglia zu detektieren, wurden Rückenmarksschnitte mit Primärantikörpern gegen 

iNOS (M1) und gegen Arginase1 (M2) gefärbt. Rückenmarksschnitte aller drei 

Versuchstiergruppen wurden nach der Feststellung der richtigen Ebene 

(Mikrogliaakkumulation) ausgewählt und gefärbt. Als Positivkontrolle wurden 

Hirnschnitte nach einem induzierten Schlaganfall der Arbeitsgruppe Neuroimaging und 

Neuroengineering des experimentellen Schlaganfalls (Dr. Markus Aswendt) nach 

gleichem Protokoll gefärbt (Hamzei Taj et al., 2016a; Hamzei Taj et al., 2016b). 

Zuerst wurden Objektträger ca. 5 min. bei 21°C aufgetaut. Um die Flüssigkeiten auf dem 

Träger zu halten, wurden diese mit einem Liquid Blocker (Science Services) umfahren. 

Anfangs wurde dreimal á 10 min. mit 1x PBS gewaschen, dieser Ablauf war bei jeder 

Waschung identisch und wird im Folgenden nicht wiederholt beschrieben.  
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Um unspezifische Bindungen zu verhindern, wurde als Blocklösung 5% Eselserum und 

0,25% Triton X-100 in 1x PBS verwendet und 200 µl pro Objektträger hinzugegeben. 

Nach einstündiger Inkubation wurde erneut gewaschen. Schließlich wurden einem Teil 

der Proben der Primärantikörper Anti - iNOS (1:100 in 1x PBS) und einem anderen Teil 

Anti - Arginase 1 (1:200 in 1x PBS) in oben genannter Blocklösung hinzugegeben (200 

µl pro Objektträger) und über Nacht bei 4°C inkubiert (Tab. 11). Am folgenden Tag 

wurden die Rückstände der Primärantikörper abgewaschen und danach 200 µl des 

Sekundärantikörpers AlexaFluor 568 (Tab. 11) im Verhältnis 1:500 in der Blocklösung 

hinzugegeben. Nach 1,5h Inkubation wurde gewaschen und von nun an alle weiteren 

Schritte im Dunkeln durchgeführt, um dadurch die Fluoreszenz nicht zu beeinflussen.  

Um die Zellkerne sichtbar zu machen, wurde mit Hoechst 33342 (Sigma Aldrich) 1:200 

in 1x PBS für 10 min inkubiert und abschließend ein letztes Mal gewaschen. Die 

Rückenmarksschnitte wurden mit je drei Tropfen Fluoromount und einem Glasplättchen 

abgedeckt und konserviert. Die Schnitte wurden über Nacht bei 20°C abgedunkelt 

getrocknet und anschließend im Dunkeln bei 4°C gelagert. 

 

Antikörper Wirt Antigen Dosierung Hersteller 

Anti-iNOS 
Monoclonal 
Antibody 

Anti-Arginase 1 
Polyclonal Antibody 

Alexa Fluor 568 Goat 
anti-Rabbit IgG  
Antibody 

Kaninchen 
 

 
Kaninchen 
 

Ziege 

iNOS (M1) 
 

 
Arginase 1 
(M2) 

Kaninchen 

1:100 
 

 
1:200 
 

1:500 

Cell Signaling 
(D6B6S) #13120 

 
GeneTex  
(GTX 109242) 

Invitrogen 

Tabelle 11 Antikörper M1/M2 Färbung 

 

3.7.3. Semidünnschnitte des N. tibialis 

Um eine Zählung der Axone durchzuführen, wurde eine Toluidinblau Färbung von 

Querschnitten verwendet. Es wurden 1 µm dicke Semidünnschnitte angefertigt, diese 

anschließend fixiert und mit Toluidinblau auf Superfrost Plus slides (Thermo Fisher 

Scientific) gefärbt. 
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3.8 Auswertung 

Zur mikroskopischen Auswertung wurde das Immunfluoreszenzmikroskop BZ-9000 

(Keyence Corp.) verwendet. Dabei wurden die Präparate mit Hilfe des Biorevo Viewers 

(Keyence Corp.) auf einem Computer betrachtet. 

 

3.8.1 Mikrogliazählung  

Die Rückenmarksquerschnitte wurden in zehnfacher Vergrößerung untersucht. Pro Tier 

wurden ein bis drei Rückenmarksschnitte verwendet, welche auf demselben Objektträger 

gefärbt wurden. Von der ipsi- und kontralateralen Seite wurden Bilder aufgenommen. Die 

Zahl der Mikroglia wurde mittels der Anwendung CellCounter des 

Bildauswertungsprogramms ImageJ bestimmt. 

 

3.8.2 Nachweis des Tracers im Rückenmark 

Um die Anzahl von Mikroglia um die Motoneurone des N. tibialis zu erfassen, wurden 

Bilder von Iba1+ Rückenmarksquerschnitten angefertigt und anschließend mittels ImageJ 

drei Interessensregionen (Region of interest (ROI)) als Kreise um das Signal der 

Zellkerne definiert. Es wurden ein bis drei Rückenmarksschnitte pro Tier ausgewertet, 

auf denen sowohl ipsi- als auch kontralateral ein Tracersignal und die 

Mikrogliaakkumulation nachweisbar waren.  

Zuerst wurde ein Kreis mit einem Durchmesser 81,91 µm (0,8 inch) um jeden Zellkern 

gelegt. In diesem Kreis passten sowohl ein Motoneuron als auch angrenzende Mikroglia. 

Falls mehrere Signale von Motoneuronen vorhanden waren, wurden alle umkreist und 

anschließend ein Mittelwert dieser errechnet.  

Der mittelgroße Kreis, welcher ungefähr drei der kleinsten ROI einschließt, hatte einen 

Durchmesser von 153,19 µm (1,5 inch). Der größte definierte eine ROI mit einem 

Durchmesser von 306,38 µm (3,0 inch). Er definiert einen doppelt so großen Radius wie 

die mittlere ROI (Abb. 4 B). 

Um die Pixel der Fluoreszenz der Motoneurone in der Auswertung auszuschließen, 

wurden die Positionen der ROI gespeichert und nur das Iba1+ gefärbte Bild aufgerufen 

(Abb. 4 C). Dieses Bild wurde mittels ImageJ in eine 32-bit Auflösung überführt und die 

Mikroglia anschließend durch die Anwendung threshold quantifiziert (Abb. 4 D).  
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Die Zahl der Pixel innerhalb der drei RIO wurde erfasst.  

Dieser Prozess wurde mit ein bis drei Färbungen pro Tier nach analogem Schema 

wiederholt. Abschließend wurden die Interessensregionen der ipsilateralen Seite mit der 

dazugehörigen kontralateralen Seite verglichen.  

 

 
Abbildung 4 Versuchsaufbau Auswertung der Interessensregionen 

A zeigt eine Überlagerung der vom Tracer sichtbar gemachten Perikarya der Motoneurone des N. tibialis 

(blau) und Iba1+ Mikroglia (rot). Es wurden ROI um die Perikarya gebildet (B) und gespeichert. 

Anschließend wurden diese ROI in das Bild der Iba1+ Mikroglia eingefügt (C) und die Fläche der Iba1+ 

Pixel mit Hilfe eines Schwellenwertes gefiltert (D). Abschließend konnten die Bildpunkte innerhalb der 

ROI quantifiziert werden.  

 

3.8.3 Quantifizierung von Axonen im N. tibialis 

Mit dem Mikroskop BZ 9000 (Keyence) wurden lichtmikroskopische Aufnahmen der 

Nervenschnitte in 20-facher Vergrößerung erstellt. Die Schnitte wurden in ImageJ zur 

Auszählung der Axone eingefügt. Das von Toluidinblau (Sigma) angefärbte Myelin 

umrundete die Axone und es wurden die Kreise gezählt, die keinen schwarzen Inhalt 
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zeigten (degenerierte Axone). Abb. 5 zeigt einen repräsentativen Semidünnschnitt des N. 

tibialis.  

 

 

Abbildung 5 Repräsentativer Schnitt des N. tibialis 
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3.9 Schematischer Versuchsaufbau  

 

 

Abbildung 6 Versuchsskizze 

Eine Versuchsgruppe entspricht: WT n=5, SOD1G93A präsymptomatisch n=5, SOD1G93A symptomatisch 

n=5 und je 2-3 Kontrollen. Beide Versuchsgruppen wurden operiert. Es wurden neurographische 

Messungen durchgeführt, die Axone ausgezählt und Mikrogliafärbungen mit Iba1 erstellt. Dabei wurden 

beide Versuchsgruppen als eine gemeinsame ausgewertet (schwarze Pfeile). Lediglich der zweiten 

Versuchsgruppe wurde vor der Nervenverletzung ein Tracer injiziert (orange Pfeile rechts). Von 

Rückenmarksschnitten der ersten Versuchsgruppe wurden Immunfluoreszenzfärbungen von iNOS und 

Arginase 1 (M1/M2) angefertigt (orange Pfeile links).  

 

3.10 Statistische Analyse 

Alle Daten der Experimente wurden verblindet und randomisiert erhoben und 

ausgewertet. Die Ergebnisse wurden mit dem Statistikprogramm GraphPad Prism 6 

(GraphPad Software Inc.) analysiert. Es wurden t-Tests durchgeführt, um die Mittelwerte 

zweier Gruppen miteinander zu vergleichen. Ergebnisse mit mehr als zwei Gruppen 

wurden mit der ANOVA verglichen. Bei einer vorhandenen Normalverteilung wurde die 
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gewöhnliche einfaktorielle ANOVA und bei nicht vorhandener Normalverteilung die 

einfaktorielle ANOVA mit post-hoc-Test nach Sidak verwendet. 

Der Unterschied der Gruppen wurde als statistisch signifikant gewertet, wenn der p-Wert 

unter 0,05 war (* p< 0,05, ** p< 0,01, *** p< 0,001, **** p< 0,0001). 
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4. Ergebnisse 

4.1 Mikroglia im Rückenmark in Wildtyp- und SOD1G93A Mäusen  

Symptomatische SOD1G93A Mäuse zeigten im Vergleich zu präsymptomatischen 

SOD1G93A Mäusen und Wildtypmäusen vermehrt Iba1+ Mikroglia im Vorderhorn des 

Rückenmarks. In den Vorderhörnern beider Seiten konnte diese Akkumulation 

beobachtet werden (siehe Abb. 7 graue Pfeile). 

Abb. 8 zeigt die Quantifizierung der Mikroglia in Kontrolltieren den Wildtyps, sowie in 

präsymptomatischen SOD1G93A und symptomatischen SOD1G93A Tieren. 

Symptomatische SOD1G93A Mäuse zeigen eine höhere Anzahl an Mikroglia im 

Rückenmark im Vergleich zu Wildtyp und präsymptomatischen Tieren (Mittelwerte: 

Symptomatisch.; 250,1 ± 5,0, Wildtyp; 202,4 ± 3,5, Präsymptomatisch;192,5 ± 4,2). 

 

 

Abbildung 7 Immunhistochemische Färbung gegen Iba1 von 
Rückenmarksschnitten (L4/L5) unverletzter Kontrolltiere 
(A) Rückenmarksquerschnitt von unverletzten Wildtyptieren. Man erkennt Iba1+ Mikroglia in der grauen 

und weißen Substanz des Rückenmarks. (B) Rückenmarksquerschnitt von symptomatischen SOD1G93A 

Mäusen zeigt im Vergleich zu den Wildtyptieren eine deutliche Vermehrung von Iba1+ Mikroglia. 

Diese zeigt sich vor allem in den Vorderhörnern, wo die Perikarya der Motoneurone lokalisiert sind (graue 

Pfeile).  
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Abbildung 8 Quantifizierung von Mikroglia im Rückenmark (L4/L5) von 
Wildtyptieren, präsymptomatischen und symptomatischen SOD1G93A Mäusen 
Wildtyptiere und präsymptomatische SOD1G93A Tiere zeigen signifikant weniger Iba1+ Mikroglia als 

symptomatische SOD1G93A Mäuse.  

Statistische Analyse der einfaktoriellen ANOVA mit post-hoc-Test nach Sidak. Fehlerbalken: Mittlerer 

Standardfehler (SEM), *** = p< 0,001, **** = p< 0,0001. 

 

4.2 Mikroglia im Rückenmark von Wildtypmäusen nach Nervenverletzung 

Sieben Tage nach Durchführung der Verletzung des N. peroneus zeigte sich im lumbalen 

Rückenmark (L4/L5) auf der ipsilateralen Seite, wo die Perikarya der Motoneurone des 

N. tibialis und N. peroneus lokalisiert sind, bei Mäusen des Wildtyps eine signifikant 

höhere Anzahl der Iba1 + Mikroglia im Vergleich zur kontralateralen Seite (267,8 ± 4,4 

vs. 204,9 ± 5,7) (Abb. 9). Diese konnten sowohl im Vorderhorn als auch im Hinterhorn 

des Rückenmarks detektiert werden (Abb. 9 A, graue und weiße Pfeile).  
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Abbildung 9 Akkumulation von Mikroglia im Rückenmark von Wildtypmäusen 
sieben Tage nach Verletzung des N. peroneus 

(A) Repräsentatives Bild eines Rückenmarkquerschnittes (L4/L5) einer Wildtypmaus sieben Tage nach 

Verletzung des N. peroneus. Auf der ipsilateralen Seite erkennt man eine Akkumulation von Iba1 + 

Mikroglia (in rot) im Hinterhorn (weißer Pfeil) und im Vorderhorn (grauer Pfeil). Ipsilateral konnten 

signifikant mehr Mikroglia detektiert werden als auf der kontralateralen Seite.  

(B) Quantifizierung der Mikrogliazahl der ipsilateralen und kontralateralen Seite, Mittelwert ± 

Standardfehler des Mittelwerts (SEM), **** = p<0,0001 (t-Test für verbundene Stichproben).  

 

4.3 Mikroglia im Rückenmark von präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen 

nach Nervenverletzung 

Bei präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen zeigte sich eine Mikrogliaakkumulation 

sieben Tage nach Verletzung des N. peroneus. Im lumbalen Rückenmark (L4/L5) waren 

signifikant mehr Iba1 + Mikroglia als auf der kontralateralen Seite (248,1 ± 6,4 vs. 179,5 

± 8,0) nachweisbar (Abb. 10). Diese Akkumulation konnte sowohl im Vorderhorn als 

auch im Hinterhorn des Rückenmarks detektiert werden (Abb. 10 A, graue und weiße 

Pfeile).  
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Abbildung 10 Akkumulation von Mikroglia im Rückenmark von 
präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen sieben Tage nach Verletzung des N. 
peroneus 

(A) Repräsentatives Bild eines Rückenmarkquerschnittes (L4/L5) einer präsymptomatischen SOD1G93A 

Maus sieben Tage nach Verletzung des N. peroneus. Auf der ipsilateralen Seite erkennt man eine 

Akkumulation von Iba1 + Mikroglia (in rot) im Hinterhorn (weißer Pfeil) und im Vorderhorn (grauer Pfeil). 

Ipsilateral konnten signifikant mehr Mikroglia detektiert werden als auf der kontralateralen Seite.  

(B) Quantifizierung der Mikrogliazahl der ipsilateralen und kontralateralen Seite, Mittelwert ± 

Standardfehler des Mittelwerts (SEM), **** = p<0,0001 (t-Test für verbundene Stichproben).  

 

4.4 Mikroglia im Rückenmark von symptomatischen SOD1G93A Mäusen nach 

Nervenverletzung 

Symptomatische SOD1G93A Mäuse zeigen mehr Mikroglia im Rückenmark im Vergleich 

zu Wildtyptieren und präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen (siehe 4.1).  

Sieben Tage nach Verletzung des N. peroneus ist diese bereits präinterventionell erhöhte 

Anzahl auf der ipsilateralen Seite nochmals höher. Symptomatische SOD1G93A Mäuse 

zeigten im lumbalen Rückenmark eine erhöhte Anzahl von Iba1 + Mikroglia (Abb. 11). 

Sowohl im Vorderhorn (grauer Pfeil) als auch im Hinterhorn (weißer Pfeil) der 

ipsilateralen Seite konnte eine Akkumulation von Mikroglia detektiert werden. Es waren 

signifikant (p< 0,0001) mehr Iba1 + Mikroglia als auf der kontralateralen Seite (341,5 ± 

8,2 vs. 272,6 ± 7,8).  

Auf der unverletzten, kontralateralen Seite zeigte sich weiterhin die bereits 

präinterventionell erhöhte Zahl von Mikroglia (Abb. 11 A, blauer Pfeil). Diese war bei 

allen symptomatischen SOD1G93A Mäusen zu erkennen.  
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Abbildung 11 Akkumulation von Mikroglia im Rückenmark von symptomatischen 
SOD1G93A Mäusen sieben Tage nach Verletzung des N. peroneus 

(A) Repräsentatives Bild eines Rückenmarkquerschnittes (L4/L5) einer symptomatischen SOD1G93A Maus 

sieben Tage nach Verletzung des N. peroneus. Auf der ipsilateralen Seite erkennt man eine Akkumulation 

von Iba1 + Mikroglia (in rot) im Hinterhorn (weißer Pfeil) und im Vorderhorn (grauer Pfeil). Ipsilateral 

konnten signifikant mehr Mikroglia detektiert werden als auf der kontralateralen Seite.  

Auf der unverletzten, kontralateralen Seite konnte eine erhöhte Anzahl von Mikroglia detektiert werden 

(blauer Pfeil).  

(B) Quantifizierung der Mikrogliazahl der ipsilateralen und kontralateralen Seite, Mittelwert ± 

Standardfehler des Mittelwerts (SEM), **** = p<0,0001 (t-Test für verbundene Stichproben).  

 

4.5 Symptomatische SOD1G93A Mäuse mit verringerter 

Mikrogliaakkumulation 

Es wurde ein Quotient aus der Mikrogliazahl der ipsilateralen Seite und der 

kontralateralen Seite nach Nervenverletzung gebildet, um die Akkumulation auch relativ 

analysieren zu können (Abb. 12). Dieser Quotient war bei den symptomatischen 

SOD1G93A Mäusen (1,265 ± 0,03) signifikant geringer als der der präsymptomatischen 

SOD1G93A Mäuse (1,416 ± 0,05). Wildtypmäusen zeigten auch ein höheres Verhältnis der 

Aktivierung (1,323 ± 0,03), dieser Unterschied war nicht signifikant zu den 

symptomatischen SOD1G93A Tieren.  

Dieser Quotient macht deutlich, dass die Mikrogliaakkumulation von symptomatischen 

Mäusen im Verhältnis zur kontralateralen Seite, welche als Ausgangsmenge vor der 

Verletzung angesehen werden kann, deutlich geringer ausfällt als bei 

präsymptomatischen und Wildtypmäusen. 
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Abbildung 12 Verhältnis der Mikrogliazahl ipsi- zu kontralateral sieben Tage nach 
Nervenverletzung 

Der Quotient aus Mikroglia ipsilateral und kontralateral war bei den symptomatischen SOD1G93A Mäusen 

(1,265 ± 0,03) signifikant geringer als bei den präsymptomatischen Mäusen (1,416 ± 0,05). Wildtyptiere 

zeigten einen nicht signifikant höheren Quotienten der Mikrogliazahl (1,323 ± 0,03).  

Statistische Analyse der gewöhnlichen einfaktoriellen ANOVA. Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler 

(SEM). 

 

4.6 Immunhistochemische Untersuchungen der Polarisierung von Mikroglia 

Um die Funktion der Mikrogliaakkumulation zu charakterisieren, wurden 

immunhistochemische Färbungen mit spezifischen Antikörpern gegen die 

Polarisierungen M1 (iNOS) und M2 (Arginase 1) angefertigt.  

Obwohl sich die gefärbten Schnitte auf Höhe der betroffenen Perikarya im Rückenmark 

befanden, konnte sieben Tage nach Nervenverletzung des N. peroneus keine Färbung mit 

einem dieser Marker beobachtet werden.  

Als Positivkontrolle dienten Hirnschnitte einer Versuchsreihe nach induziertem fokal 

ischämischem Schlaganfall (Hamzei Taj et al., 2016a; Hamzei Taj et al., 2016b). In diesen 

mitgefärbten Schnitten konnten sowohl iNOS (M1) als auch Arginase 1 (M2) angefärbt 

werden (unveröffentlichte Daten der AG Neuroimaging und Neuroengineering des 

experimentellen Schlaganfalls von Dr. Markus Aswendt).  
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Abbildung 13 M1/M2 Färbung von Rückenmarksschnitten und Positivkontrollen 

Abbildung A und B zeigen Färbungen von iNOS (M1) und Arginase 1 (M2) im Rückenmark sieben Tage 

nach Nervenverletzung des N. peroneus. Es konnte keine Polarisierung von Mikroglia nachgewiesen 

werden. Hirnschnitte einer Maus nach induziertem fokal ischämischem Schlaganfall zeigten als 

Positivkontrolle iNOS (C) und Arginase 1 (D) positive Perikarya. Die Zellkerne sind mit Hoechst 33342 

blau gefärbt, 20-fache Vergrößerung.  

 

Zusammenfassend konnte eine Aktivierung von Mikroglia in allen drei Versuchsgruppen 

in Form einer Akkumulation im Vorderhorn nachgewiesen werden. Symptomatische 

SOD1G93A Mäuse wiesen zusätzlich eine größere Anzahl an Iba1 positiven Mikroglia auf 

als die anderen beiden Gruppen.  

Im Vorderhorn aller drei Versuchsgruppen konnten keine Polarisierung (M1/M2) von 

Mikroglia sieben Tage nach Nervenverletzung angefärbt werden.  
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4.7 Ergebnisse der Tracer-Experimente 

Um die Motoneurone des N. tibialis zu visualisieren, wurde ein Tracer (FluoroGold) 

verwendet, der in den M. gastrocnemius injiziert wurde. Dieser Tracer wird über 

retrograden axonalen Transport in das Rückenmark transportiert und emittiert dort ein 

immunfluoreszentes Signal in den Nervenkernen des N. tibialis. Der Tracer wurde in 

Kontrolltiere und in die Versuchstiere unmittelbar nach der Nervenverletzung des N. 

peroneus injiziert.  

Es wurde, wie in Kapitel 3.8.2 beschrieben, eine Analyse von Interessensregionen (ROI) 

um das fluoreszierende Signal des Tracers im N. tibialis durchgeführt. Das 

Immunfluoreszenzsignal der Iba1 + Mikroglia wurde auf eine Pixelanzahl innerhalb der 

ROI von ImageJ umgerechnet. Nachfolgend wurden drei unterschiedlich große Radien 

(ROI klein, mittel, groß) um die Perikarya des N. tibialis gebildet.  

 

4.8 Quantifizierung der Mikroglia um die Perikarya des N. tibialis  

Wildtypmäusen, präsymptomatischen und symptomatischen SOD1G93A Mäusen wurde 

ohne vorherige Nervenverletzung der Tracer FluoroGold in den M. gastrocnemius 

injiziert. Nach sieben Tagen wurden Iba1+ Pixel innerhalb der ROI des lumbalen 

Rückenmarks zwischen den Gruppen verglichen. 

Es zeigte sich eine signifikant höherer Pixelwert in allen drei ROI des N. tibialis der 

symptomatischen SOD1G93A Tiere im Vergleich zu den Wildtyptieren (Abb. 14 C-E). 

Dies höhere Pixelanzahl entspricht einer vermehrten Akkumulation von Mikroglia. Im 

Vergleich zu den präsymptomatischen zeigten die symptomatischen SOD1G93A Mäuse in 

der kleinen und mittleren ROI eine signifikant höhere Mikrogliazahl. Die Mittelwerte 

sind der Tabelle 12 zu entnehmen.  

 

Tabelle 12 Mittelwerte und mittlere Standardfehler Iba1+ Pixel nach 
Tracerinjektion, ROI = Interessensregion 

 WT Präsymptomatisch Symptomatisch 

ROI klein  477,6 ± 47,3 538,2 ± 53,7 831,5 ± 100,6 

ROI mittel 1577 ± 131,4 1696 ± 240,3 2723 ± 257,7 

ROI groß 5930 ± 323,8 7221 ± 850,5 9426 ± 693,3 



 
 

51 

In Abb. 14 ist ein repräsentativer Rückenmarksschnitt einer Wildtypmaus (A) der linken 

Seite und der rechten Seite einer symptomatischen SOD1G93A Maus (B) mit der 

Mikrogliaakkumulation um die mit FluoroGold gefärbten Motoneurone zu beobachten. 

Man erkennt, dass eine symptomatische SOD1G93A Maus eine deutlich erhöhte 

Mikrogliaakkumulation aufweist als die Wildtypmaus. Im Vorderhorn ist dieser 

Unterschied in den Kontrolltieren am größten (Abb. 14 B weiße Pfeile). 

 

Abbildung 14 Rückenmarksquerschnitte (L4/L5) mit Färbung von Iba1+ Mikroglia 
und Tracersignal in Motoneuronen des N. tibialis 
(A) zeigt eine immunfluoreszente Färbung gegen Iba1 und mit FluoroGold markierte Motoneurone des N. 

tibialis eines Rückenmarks der linken Seite einer Wildtypmaus und (B) ein repräsentatives Bild des rechten 

Rückenmarks einer symptomatischen SOD1G93A Maus. Zu erkennen ist die höhere Mikrogliazahl der 

SOD1G93A Maus, die Mikrogliaakkumulation im Vorderhorn (weiße Pfeile) und die in blau angefärbten 

Motoneurone des N. tibialis.  



 
 

52 

Die symptomatischen SOD1G93A Tiere zeigten signifikant mehr Mikroglia in der Region der Perikarya des 

N. tibialis als die Wildtypmäuse (C-E). Außerdem waren signifikant mehr Mikroglia in der kleinen und 

mittleren ROI im Vergleich zu präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen zu detektieren (C, D). 

Dargestellte Abbildungen zeigen Ergebnisse des gewöhnlichen einfaktoriellen ANOVA (C und E) und der 

einfaktoriellen ANOVA mit post-hoc-Test nach Sidak (D). Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler (SEM). 

 

4.9 Mikrogliaakkumulation um die Motoneurone des N. tibialis nach 

Verletzung des N. peroneus  

Bei operierten Versuchstieren wurden die ROI der ipsilateralen mit der jeweiligen 

kontralateralen Seite verglichen (Abb. 15). Es wurden Rückenmarksschnitte ausgewählt, 

die sowohl eine deutliches Tracersignal im Vorderhorn beider Seiten als auch eine 

ipsilaterale Mikrogliaakkumulation aufwiesen.  

 

 

Abbildung 15 Versuchsskizze Rückenmark nach Nervenverletzung und 
Tracerinjektion 
Die Abbildung zeigt eine schematische Skizze des Rückenmarks. Die Motoneurone des N. tibialis, die mit 

dem Tracer FluoroGold angefärbt wurden, sind blau. Mikroglia sind als schwarze Punkte gekennzeichnet. 

Die Interessensregionen (ROI) der ipsilateralen Seite (Klein, Mittel, Groß) sind als rote Kreise um die 

Nervenkerne gezeichnet. Die grünen Kreise markieren die ROI der kontralateralen Seite. 
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Wildtyptiere wiesen ipsilateral der Läsion in allen drei Interessensregionen eine erhöhte 

Anzahl von Mikroglia auf als auf der kontralateralen Seite (ROI klein: 830,8 ± 132,1 

vs.458,7 ± 65,4, ROI mittel:  2875 ± 357,7 vs. 1642 ± 217,7, ROI groß: 10.017 ± 706,9 

vs. 6359 ± 467,5) (Abb. 16). 

 

 

Abbildung 16 Quantifizierung der Mikroglia innerhalb der ROI des N. tibialis von 
Wildtypmäusen nach Nervenverletzung des N. peroneus 

Wildtypmäuse zeigten sieben Tage nach Nervenverletzung des N. peroneus ipsilateral (rot) eine signifikant 

erhöhte Anzahl Iba1+ Pixel, Mikroglia entsprechend, um die Nervenkerne des unverletzten N tibialis als 

kontralateral (grün) (p<0,05).  

Statistische Analyse anhand des t-Tests für verbundene Stichproben. Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler 

(SEM). 

 

Auch bei präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen waren, unmittelbar um die vom Tracer 

gefärbten Neurone (ROI klein), sowie bei den größeren ROIs (mittel und groß), auf der 

ipsilateralen Seite mehr Pixel nachweisbar als auf der kontralateralen Seite (ROI klein: 

1171 ± 151,3 vs.796,8 ± 92,6, ROI mittel: 3687 ± 377,1 vs. 2745 ± 303,8, ROI groß: 

12.606 ± 1231 vs. 9160 ± 707,4) (Abb. 17).  
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Abbildung 17 Quantifizierung der Mikroglia innerhalb der ROI des N. tibialis 
präsymptomatischer SOD1G93A Mäuse nach Nervenverletzung des N. peroneus 

Präsymptomatische SOD1G93A Mäuse war sieben Tage nach Nervenverletzung des N. peroneus ipsilateral 

(rot) eine signifikant erhöhte Anzahl Iba1+ Pixel, Mikroglia entsprechend, um die Nervenkerne des 

unverletzten N tibialis im Vergleich zur kontralateralen Seite (grün) nachzuweisen (p<0,05).  

Statistische Analyse anhand des t-Tests für verbundene Stichproben. Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler 

(SEM). 

Dies bedeutet, dass sich in unmittelbarer Nähe der Motoneurone des N. tibialis von 

Wildtypmäusen und präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen ipsilateral signifikant mehr 

Mikroglia befinden, obwohl der N. peroneus und nicht der N. tibialis verletzt wurde.  

 

4.10 Mikrogliaakkumulation um die Motoneurone des N. tibialis 

symptomatischer SOD1G93A Mäuse nach Verletzung des N. peroneus  

Symptomatische SOD1G93A Mäuse mit Nervenverletzung zeigten keine erhöhte 

Pixelanzahl innerhalb der ROI im Vergleich zur kontralateralen Seite. Dabei waren die 

Mikroglia innerhalb der ROI der kontralateralen Seite, wie schon in Kapitel 4.8 

beschrieben, erhöht und somit die Differenz zur jeweiligen ipsilateralen Seite verringert 

(ROI klein: 1110 ± 159,1 vs. 953,3 ± 273,9, ROI mittel: 3932 ± 633,3 vs. 3403 ± 814,3, 

ROI groß: 13.453 ± 1679 vs. 11.694 ± 2185) (Abb. 18) 
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Abbildung 18 Quantifizierung der Mikroglia innerhalb der ROI des N. tibialis 
symptomatischer SOD1G93A Mäuse nach Nervenverletzung des N. peroneus 
Symptomatische SOD1G93A Mäuse zeigten sieben Tage nach Nervenverletzung des N. peroneus ipsilateral 

(rot) keine erhöhte Anzahl Iba1+ Pixel, Mikroglia entsprechend, um die Nervenkerne des unverletzten N. 

tibialis als kontralateral (grün). Bei keiner der ROI war ein signifikanter Unterschied auszumachen.  

Statistische Analyse anhand des t-Tests für verbundene Stichproben. Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler 

(SEM). 

 

Zusammenfassend lässt sich sagen, Wildtypmäuse und präsymptomatische SOD1G93A 

Mäuse nach Verletzung des N. peroneus eine erhöhte Anzahl von Mikroglia ipsilateral 

um die Motoneurone des unverletzten N. tibialis aufweisen. Dies konnte durch den 

Vergleich mit der kontralateralen Seite, die signifikant niedrigere Signale aufwies, 

nachgewiesen werden.  

Bei symptomatischen SOD1G93A Mäusen waren die Iba1 + Mikroglia in gleicher Weise 

auf beiden Seiten innerhalb der ROI erhöht. Dies unterstreicht auch der Vergleich der 

jeweiligen Kontrolltiere mit alleiniger Tracerinjektion. Symptomatische SOD1G93A 

Mäuse zeigten eine höhere Mikrogliaakkumulation um die Motoneurone innerhalb der 

ROI im Vergleich zu präsymptomatischen und Wildtypmäusen. 

 

4.11 Ergebnisse der Elektroneurographie  

Es wurden elektroneurographische Messungen am N. tibialis durchgeführt. Hierbei 

wurden die Neurographen des N. tibialis beider Hinterläufe der Wildtypmäuse, der 

präsymptomatischen und der symptomatischen SOD1G93A Mäuse vor der Operation als 

Ausgangswerte ausgewertet.  

Repräsentative Bilder zeigen die Mittelwerte der Amplitude des 

Muskelsummenaktionspotentials (MSAP) an Tag 0 (Abb. 19). Symptomatische 
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SOD1G93A Mäuse weisen eine geringere Amplitude auf (ca. 12 mV (C), im Vergleich zu 

Wildtypmäusen ≈ 16 mV (A) und präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen ≈ 17 mV (B)). 

Die Peak-to-Peak Amplitude der MSAP von symptomatischen SOD1G93A Mäusen ist 

signifikant geringer als die der präsymptomatischen und Wildtypmäuse (Abb. 20). 

 

 

 
Abbildung 19 Repräsentative Neurographen 
Repräsentative Neurographen der Muskelsummenaktionspotentiale (MSAP) jeder Gruppe vor der 

Operation. Es erfolgte eine Neurographie des N. tibialis und die Peak-to-Peak Amplitude (in mV) wurde 

ausgemessen (schwarze Balken). Die Werte der Wildtyp, präsymptomatischen und symptomatischen 

SOD1G93A Mäuse wurden miteinander korreliert. WT ≈ 16 mV (A), präsymptomatisch ≈ 17 mV (B), 

symptomatisch ≈ 12 mV (C). 
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Abbildung 20 Neurographie des N. tibialis vor Intervention 

Neurographie von Versuchstieren und Kontrollen des N. tibialis (ipsi- und kontralaterale Hinterläufe) vor 

Nervenverletzung. Symptomatische SOD1G93A Mäuse zeigen signifikant niedrigere Amplitude des MSAP 

im Vergleich zu präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen und Wildtypmäusen.  

Statistische Analysen wurden anhand einer einfaktoriellen ANOVA mit post-hoc-Test nach Sidak erhoben. 

Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler (SEM), * = p< 0,05, ** = p< 0,01.  

 

4.12 Neurographie des N. tibialis sieben Tage nach Läsion des N. peroneus  

Um eine Auswirkung der Peroneusläsion auf den unverletzten N. tibialis zu untersuchen, 

wurde zusätzlich zur Ausgangsneurographie vor der Operation (Abb. 20), eine weitere 

Messung sieben Tage nach Peroneusläsion durchgeführt. Wie in Abb. 21 gezeigt, wurde 

keine Reduktion des MSAP weder bei Wildtypmäusen noch bei SOD1G93A Tieren 

gemessen. Lediglich bei der präsymptomatischen Gruppe lässt sich eine (nicht 

signifikante) Tendenz zu niedrigeren Amplituden feststellen (p= 0,065).  

Mäuse bei denen zusätzlich der Tracer (siehe 4.7) injiziert wurde, wiesen keinen 

Unterschied in der Amplitude zu den Tieren ohne diesen Eingriff aus. Es wurden daher 

die Versuchsgruppen mit und ohne zusätzliche Tracerinjektion gemeinsam ausgewertet  
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Abbildung 21 Neurographie des N. tibialis sieben Tage nach Läsion des N. peroneus 

Gezeigt sind die Graphen der Peak-to-Peak Amplitude des MSAP vor der Operation (Tag 0) und 7 Tage 

danach. Der ipsilaterale, linke Hinterlauf wurde hierfür neurographiert. Bei keiner der drei 

Versuchstiergruppen konnte ein signifikanter Unterschied festgestellt werden. Statistische Analysen 

wurden anhand eines t-Tests für gepaarte Stichproben mit Wilcoxon Test erhoben. Fehlerbalken: Mittlerer 

Standardfehler (SEM). 

 

Zusammenfassend waren die Amplituden des MSAP bei symptomatischen SOD1G93A 

signifikant niedriger im Vergleich zu den anderen beiden Versuchstiergruppen, allerdings 

konnte kein Unterschied in der Amplitude des MSAPs des N. tibialis detektiert werden, 

nachdem der N. peroneus verletzt wurde. 

 

4.13 Quantifizierung der Axone des N. tibialis vor Intervention  

Von, mit Toluidinblau gefärbten Nervenschnitten wurde die Anzahl der Axone des N. 

tibialis vor Intervention bei Wildtyptieren, symptomatischen und präsymptomatischen 

SOD1G93A Mäusen quantifiziert.  

Im präsymptomatischen Stadium wurde eine tendenziell verringerte Menge an Axonen 

festgestellt, im symptomatischen Stadium war eine Verminderung der Axonzahl im 

Vergleich zu den Wildtypmäusen auszumachen (Abb. 22 D). (Mittelwerte: WT; 2286 ± 

50,4, Präsymptomatisch.; 2196 ± 27,5, Symptomatisch; 2099 ± 24,1). 

 

4.14 Quantifizierung der Axone des N. tibialis nach Verletzung des N. 

peroneus  

Die Anzahl der Axone des N. tibialis wurde sieben Tage nach der Operation quantifiziert 

(Abb. 22). Hierbei wurde die ipsilaterale Seite mit der kontralateralen verglichen. Die 



 
 

59 

Nn. tibialis der Wildtypmäuse zeigten eine signifikant verringerte Axonzahl auf der Seite 

des verletzten N. tibialis (ipsilateral: 2155 ± 71,5 vs. kontralateral: 2326 ± 32,3). 

Sowohl die präsymptomatischen als auch die symptomatischen SOD1G93A Tiere zeigten 

lediglich eine nicht signifikante Tendenz (Präsymptomatisch: 2169 ± 41,6 vs. 2248 ± 

47,1; Symptomatisch: 2085 ± 68,5 vs. 2126 ± 61,7). 

 

 

Abbildung 22 Quantitative Auswertung der Axone des N. tibialis 

Vorliegende Abbildungen zeigen die Axonzahl des N. tibialis auf der operierten (ipsilateral) und der nicht 

operierten, kontralateralen Seite (A-C). Es zeigt sich eine signifikante Verringerung der Axone von 

Wildtypmäusen nach Nervenverletzung auf der ipsilateralen Seite (A). Kein Unterschied konnte bei 

SOD1G93A Tieren verschiedener Krankheitsstadien festgestellt werden (B, C). In Abbildung D wurden die 

Axonzahlen der Kontrolltiere gegeneinander aufgetragen. Symptomatische SOD1G93A Tiere hatten vor 

Intervention signifikant weniger Axone im N. tibialis als Wildtyptiere.  
Statistische Analyse anhand des t-Tests für verbundene Stichproben (A-C) und der gewöhnlichen 

einfaktoriellen ANOVA (D). Fehlerbalken: Mittlerer Standardfehler (SEM), * = p< 0,05, ** = p< 0,01. 
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5. Diskussion 

5.1. Mikrogliaakkumulation im Rückenmark nach einer peripheren 

Nervenverletzung des N. peroneus  

Die Rolle der Mikroglia im Rückenmark nach peripherer Nervenverletzung wird 

kontrovers diskutiert. Im Hinterhorn des Rückenmarks wird eine Mikrogliaakkumulation 

mit der Induktion von neuropathischem Schmerz in Zusammenhang gebracht (Lim et al., 

2017; Ren & Dubner, 2010; Scholz & Woolf, 2007; Jin et al., 2003). Mikroglia und 

Monozyten unterstützen hierbei die Transformation eines akuten zu einem chronischen 

Schmerz durch erhöhte Synthese und Sekretion von Zytokinen wie IL-1ß, IL-6 und TNFα 

(Peng et al., 2016; Krakauer, 2004). Allerdings wird betont, dass eine große Divergenz 

der Mikrogliaantwort nach eine peripheren Nervenverletzung beobachtet wird (Peluffo et 

al., 2015; Calvo & Bennett, 2012). 

Zu der Funktion der Mikroglia im Vorderhorn gibt es widersprüchliche Befunde. Mallat 

und Mitarbeiter konnten zeigen, dass Mikroglia in vitro, nachdem sie mit 

Lipopolysacchariden aktiviert wurden, neuronale Wachstumsfaktoren (NGF) 

produzieren. Diese Neurotrophine fördern die Reifung und das Überleben von 

Motoneuronen (Mallat, et al., 1989). Auf der anderen Seite sind Mikroglia für das Abbau 

synaptischer Verbindungen der geschädigten Motoneurone zuständig, dem „synaptic 

stripping“ (Rotterman et al., 2019; Aldskogius, 2011). 

Wir konnten durch die Verletzung des N. peroneus eine Mikrogliaakkumulation auf 

Rückenmarksebene hervorrufen und wollten untersuchen, ob diese Mikroglia die 

Motoneurone des unverletzten N. tibialis, die ebenfalls in diesem Rückenmarkssegment 

lokalisiert sind, schädigen. Innerhalb des ZNS beschränkten wir uns auf das Rückenmark, 

da bereits Zhang und Mitarbeiter zeigen konnten, dass es bei der Verletzung des N. 

peroneus zu einer Mikrogliaakkumulation im Vorderhorn kommt, die nicht auf höhere 

Regionen, z.B. Schmerzzentren oder den Kortex, übergreifen (Zhang et al., 2008). Die 

Annahme, dass es ausschließlich in dem Rückenmarkssegment zu einer Schädigung 

kommt, wird u.a. durch eine Studie von Kobbert und Thanos gestützt: An Ratten wurde 

der N. ischiadicus an vier verschiedenen Stellen verletzt. Im Rückenmark wurde die 

Lokalisation und das Ausmaß der Mikrogliaakkumulation untersucht. Beschrieben wird, 

dass es nur in der korrespondierenden, verletzten Region der Nervenkerne zu dieser 

Akkumulation kommt (Cullheim et al., 2007; Kobbert & Thanos, 2000; Aldskogius et al., 
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1999). In einer in vivo Studie an Mäusen wurde sieben Tage nach Nervenverletzung des 

N. ischiadicus Immunfluoreszenzfärbungen des Rückenmarks für Mikroglia und eine für 

die Somata von Neuronen durchgeführt. Es konnte gezeigt werden, dass die Mikroglia 

nur zu den Somata der Neurone betroffener Regionen migrieren. NGF, welches 

hinzugegeben wurde, beeinflusste dabei die Mikrogliaakkumulation nicht (De Luca et al., 

2016). Außerdem zeigt sich kein Unterschied in der Zahl der Mikroglia, die um die 

Motoneurone lokalisiert waren, wenn man den N. ischiadicus und den N. tibialis 

durchtrennt (Rotterman et al., 2019). 

Mit Hilfe eines etablierten Verfahrens durch Tracerinjektion (FluoroGold) (Köbbert et 

al., 2000; Wessendorf, 1991; Schmued & Fallon, 1986) konnten wir die Somata des  

unverletzten N. tibialis markieren. Es zeigte sich, dass bei Wildtypmäusen die Mikroglia 

nicht nur um die Motoneurone des verletzten N. peroneus akkumulieren, sondern auch 

im Bereich des benachbarten N. tibialis. Diese Experimente beweisen, dass zumindest 

eine räumliche Nähe als Grundvoraussetzung für eine Interaktion dieser beiden Zelltypen 

besteht. Wie es zu dieser Akkumulation von Mikroglia kommt ist nicht vollständig 

geklärt. Befunde aus Modellen einer Aktivierung der Mikroglia im Hinterhorn 

implizieren, dass Chemokine hierbei beteiligt sind. Eines dieser Chemokine ist CX3CL1, 

welches von Neuronen nach einer periphere Nervenverletzung ausgeschüttet wird (Li et 

al., 2015). Der korrespondierende Rezeptor hierfür ist CX3CR1, der u.a. auf Mikroglia 

exprimiert wird. Nach einer Verletzung des peripheren Nervs wird dieser Rezeptor in 

Mikroglia im Dorsalhorn hochreguliert (Clark & Malcangio, 2014). 

Es gibt Befunde die postulieren, dass diese Mikroglia auch protektiv und proregenerativ 

wirken: Aktivierte T-Zellen formen Aggregate mit aktivierten, phagozytotischen 

Mikroglia, die neuronale Zellreste aufsammeln. Diese Rekrutierung und Aggregation ist 

auf die verletzte Region beschränkt. Es wird postuliert, dass dies einen schnellen und 

spezifisch protektiven Mechanismus darstellt. Dadurch kann zwischen physiologischer, 

natürlicher Apoptose und Zelltod durch einen äußeren Faktor unterscheiden werden 

(Raivich et al., 2018). Eine exzessive Ausschüttung von Zytokinen kann jedoch eine 

Dysregulation der eigentlich protektiven Funktion von Mikroglia im zentralen 

Nervensystem verursachen. Diese Dysregulation kann in Neurotoxizität münden: 

Neuronale Zellen, welche genauso sensitiv auf Zytokine reagieren, werden angegriffen 

(Hanisch, 2002). 
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5.2 Mikrogliaakkumulation im Rückenmark präsymptomatischer und 

symptomatischer SOD1G93A Mäuse  

Die ALS zeichnet sich durch einen Verlust von Motoneuronen und deren Axonen aus. 

Dies fängt im präsymptomatischen Stadium an und schreitet mit zunehmendem 

Krankheitsverlauf voran. Es lässt sich sowohl im Tiermodell, als auch bei Menschen 

nachweisen (Fischer et al., 2004).  Mikroglia spielen in Krankheitsentstehung und Verlauf 

der ALS eine zentrale Rolle. Sie nehmen sowohl protektive als auch toxische Rollen ein 

und werden kontrovers diskutiert (Kang et al., 2007; Boillée et al., 2006). 

Wir konnten eine Mikrogliaakkumulation im Vorderhorn der SOD1G93A Mäuse nur bei 

symptomatischen Kontrollmäusen auf immunhistochemischer Ebene nachweisen. Im 

präsymptomatischen Stadium zeigte sich dies nicht. Dies deckt sich mit den Ergebnissen 

anderer Arbeitsgruppen, welche erst ab dem 80. Lebenstag eine Akkumulation im 

Vorderhorn (Lewis et al., 2014; Alexianu et al., 2001), manche erst ab dem 100. 

Lebenstag von SOD1G93A mutierten Mäusen (Hall, et al., 1998) entdeckten. Im Gegensatz 

dazu wurde aber der Nachweis von Mikrogliamarkern bei Versuchen mit SOD1 

transgenen Ratten in Form von CD11b schon im präsymptomatischem Stadium in 

erhöhtem Maß nachgewiesen (Graber et al., 2010). CD11b ist neben anderen Markern 

wie z.B. Iba1 und CD68 sehr sensitiv zum Nachweis von Mikroglia (Hoogland et al., 

2015; Wojtera et al., 2012).   

Wir haben anschließend eine Nervenverletzung in Mäusen durchgeführt und konnten eine 

Akkumulation von Mikroglia ipsilateral im Rückenmark beobachten. Sowohl bei 

präsymptomatischen (248,1 ± 6,4 vs. 179,5 ± 8,0) als auch bei symptomatischen 

SOD1G93A Tieren (341,5 ± 8,2 vs. 272,6 ± 7,8) konnte dies repliziert werden. Bei 

symptomatischen SOD1G93A Tieren konnte eine signifikante Akkumulation von 

Mikroglia auf Basis der krankheitsbedingten, bereits erhöhten Menge an Mikroglia 

nachgewiesen werden.  

Neuste Erkenntnisse zeigen, dass SOD1G93A transgene Ratten sich nach Verletzung des 

N. ischiadicus langsamer erholen als Wildtyptiere. Eine Nervenverletzung und die 

anschließende Mikrogliose sorgt dafür, dass diese Tiere eine verlangsamte und 

insuffiziente Regeneration zeigen, welches in einem schnelleren Krankheitsfortschritt 

und verringertem Überleben mündet (Schram et al., 2019). Es wurde eine um die Hälfte 

reduzierte Innervation der Motoneurone beobachtet, welche nur bei SOD1G93A Ratten mit 
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peripherer Nervenverletzung des N. ischiadicus und nicht bei verletzten Wildtypmäusen 

oder unverletzten SOD1G93A Ratten zu beobachten war. 

Beers und seine Arbeitsgruppe haben mit einem SOD1 transgenen Mausmodel 

herausgefunden, dass SOD1 mutierte Mikroglia neurotoxischer sind als 

Wildtypmikroglia (Beers, et al., 2008). Zusätzlich verursacht eine progressive Toxizität 

von Zytokinen und einer vermehrte Ausschüttung dieser weitere Schäden mit 

fortschreitendem Krankheitsverlauf (Lyon et al., 2019; Tortarolo et al., 2017). 

Diese Beobachtungen und unsere Versuchsergebnisse legen nahe, dass Mikroglia 

inflammatorisch und dementsprechend neurotoxisch auf SOD1G93A mutierte Tiere wirken 

und eine Nervenverletzung dies potenzieren könnte.  

 

5.3 Präsymptomatische SOD1G93A Mäuse mit erhöhter 

Mikrogliaakkumulation nach Nervenverletzung 

Dibaj und Mitarbeiter konnten zeigen, dass schon 60 Minuten nach einer 

Nervenverletzung eine erhöhte Migration von Mikroglia zu ipsilateralen Seitensträngen 

der betroffenen Rückenmarksabschnitte zu erkennen war. Nur im präsymptomatischen 

Stadium von SOD1G93A Mäusen  konnte mithilfe eines konfokalen 

Fluoreszenzmikroskops in vivo eine erhöhte phagozytotische Aktivität am Nerv und 

Seitenstrang erfasst werden (Dibaj et al., 2011). Diese Mikrogliareaktion war im 

Vergleich zu Wildtypmäusen erhöht und im symptomatischen Stadium deutlich 

verringert. Wir konnten einen ähnlichen Effekt beobachten: Im Vergleich zu den 

Wildtypmäusen (1,323 ± 0,03) war das Verhältnis der Mikrogliaakkumulation ipsilateral 

zu kontralateral bei präsymptomatischen SOD1G93A Mäusen nicht signifikant erhöht 

(1,416 ± 0,05). Im Vergleich zu symptomatische SOD1G93A Mäuse (1,265 ± 0,03) zeigte 

sich eine signifikante Erhöhung des Verhältnisses.  Dies legt eine erhöhte Vulnerabilität 

der Nerven auf axonalen und inflammatorischen Schaden nahe, der durch eine erhöhte 

krankheitsbedingte Zytokinausschüttung im präsymptomatischen Stadium erklärt werden 

kann. Ein Essay von inflammatorischen Proteinen von SOD1 Mäusen im 

präsymptomatischen Stadium zeigte eine gesteigerte Genexpression von 

neurodegenerativen Faktoren (Yoshihara et al., 2002).  

Dies könnte auch unsere weiteren Ergebnisse erklären, welche zeigen, dass nur SOD1G93A 

Mäuse im präsymptomatischen Stadium eine erhöhte Ansammlung von Mikroglia um die 
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Somata des unverletzten N. tibialis zeigten. Die krankheitsbedingte Inflammation der 

Motoneurone des N. tibialis bei symptomatischen Tieren könnte die Akkumulation von 

Mikroglia geringer erscheinen lassen, als es bei Wildtyptieren und präsymptomatischen 

Tieren der Fall ist. Minimale Unterschiede könnten dadurch maskiert werden. Da wir bei 

symptomatischen SOD1G93A Mäusen eine durch das Krankheitsstadium 

bedingtverringerte Rekrutierung auf einer erhöhten Basis von Mikroglia erwarten, lässt 

sich dies mit unseren Ergebnissen vereinbaren.  

Wir postulieren, dass die Mikrogliaakkumulation nach Nervenverletzung, welche über 

die Motoneurone des N. peroneus hinausgeht und die bei SOD1G93A Mäusen beobachtete 

vermehrte Mikrogliose einen negativen Einfluss auf betroffene Nervenkerne haben 

könnte. So zeigt sich eine erhöhte Apoptoserate der Neurone nach peripherer 

Nervenverletzung bei SOD1 Mäusen (Reaume et al., 1996). Außerdem steht eine erhöhte 

Mikrogliazahl in Verbindung mit einem Verlust der synaptischen Verbindungen in 

Motoneuronen und einem früheren Krankheitsausbruch von SOD1G93A Ratten (Schram 

et al., 2020).  

 

5.4 Polarisierung von Mikroglia  

Um die Funktion der vorhandenen Mikroglia aufzuschlüsseln, wurden Färbungen von 

inflammatorischen (M1) und antiinflammatorischen (M2) Polarisierungen im 

Rückenmark etabliert. Bei Wildtypmäusen lassen sich sieben Tage nach 

Nervenverletzung keine M1 oder M2 auf immunhistochemischer Basis anfärben. Es 

waren weder in der Nähe der Motoneurone noch im Hinterhorn iNOS+ oder Arginase 1+ 

Mikroglia zu detektieren. Eine Positivkontrolle zeigte mit gleicher Färbung ein M1 und 

M2 Signal, dies macht einen Methodenfehler unwahrscheinlich.  

Unsere Ergebnisse widersprechen vorangegangenen Erkenntnissen. Im Spinalganglion 

(DRG) und Hinterhorn wurden Polarisierungen schon ein bis zwei Tage nach peripherer 

Nervenverletzung immunfluoreszent angefärbt (Komori et al., 2011), was gegen eine zu 

kurze Zeitspanne unseres Versuchsaufbaus spricht. Im Hinterhorn und DRG spielen M2 

bei der Inhibierung von neuronalem Schaden und neurogenem Schmerz eine Rolle 

(Komori et al., 2011). Im Vorderhorn wurden noch keine Beobachtungen zur Funktion 

der einzelnen Polarisierungen von Mikroglia nach peripherer Nervenverletzung gemacht. 
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Bei präsymptomatischen, >65 Tage alten und symptomatischen, >110 Tage alten 

SOD1G93A Mäusen konnten wir ebenfalls keine Polarisierungen von Mikroglia anfärben. 

Dies war bei weder bei Kontrolltieren noch bei operierten Tieren möglich.  

Zhang und Mitarbeiter etablierten bereits eine immunfluoreszente Färbung von 

Rückenmarksschnitten symptomatischer SOD1G93A Mäusen. Eine signifikante Erhöhung 

der M1 im Vorderhorn wurde sowohl bei 90 als auch 120 Tage alten Mäusen festgestellt. 

Auch M2 Mikroglia wurden angefärbt, hierbei war der Peak bei Tag 90 und verringerte 

sich bei Tag 120 (Zhang et al., 2018).  

Über die Auswirkung der Polarisierung im Rückenmark wird kontrovers diskutiert. 

Anfangs scheinen in der ALS protektive M2 Mikroglia den Krankheitsverlauf zu 

verlangsamen. In späteren Krankheitsstadien schütten M1-proinflammatorische 

Mikroglia zytotoxische Signale aus, was durch neuronalen Stress zum Fortschreiten der 

Motoneurondegeneration und der Krankheit führten (Lewis et al., 2014; Chiu et al., 2013; 

Henkel et al., 2009). Zusätzlich wurden Mikroglia entdeckt, welche weder M1 noch M2 

zuzuordnen waren und einer ALS- spezifischen Klasse zugesprochen werden (Chiu et al., 

2013) oder als weitere neurotoxische Polarisierungen benannt werden (Ohgomori et al., 

2016).  

 

5.5 Elektrophysiologische Untersuchungen  

Um die Funktionalität der motorischen Nervenfasern zu quantifizieren, ist die Messung 

der Peak-to-Peak Amplitude (in mV) der Muskelsummenaktionspotentiale (MSAP) ein 

gängiger Parameter (Pollari, et al., 2018).  

Diese Arbeit zeigt, dass sieben Tage nach der Nervenverletzung des N. peroneus keine 

Veränderung des Muskelsummenaktionspotentials (MSAP) des N. tibialis bei allen drei 

Mausreihen auftritt. 

Es gibt diverse Studien, die zeigen, dass sich nach Nervenverletzung das MSAP am 

selbigen Nerv verringert (Glat et al., 2016; Serafín et al., 2010; Robinson, 2000). Auch 

beim N. peroneus tritt dies auf (Cheng et al., 2014). Es gibt jedoch keine Studien dazu, 

ob der benachbarte, unverletzte Nerv beeinflusst wird.  

Trotz erster Degenerationen der Motoneurone, die bereits im präsymptomatischen 

Stadium zu beobachten sind, treten sowohl beim Menschen als auch im Mausmodel eine 

Abnahme der MSAP erst im symptomatischen Stadium der ALS auf (Li et al., 2016; 
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Shefner et al., 2001; Azzouz et al., 1997; Dantes et al., 1991). Die normwertige Anzahl 

von Motoneuronen bei acht Wochen (56d) alten SOD1 Mäusen und eine signifikante 

Motoneurondegeneration bei 16 Wochen alten Mäuse (128d) (Mohajeri, et al., 1998) 

deckt sich mit unseren Ergebnissen: Kontrolltiere symptomatischer SOD1G93A Mäuse 

wiesen eine signifikante Verringerung der MSAP im Vergleich zu präsymptomatischen 

und Wildtypmäusen auf (Symptomatisch ca. 12 mV im Vergleich zu WT ca. 16 mV und 

Präsymptomatisch ca. 17 mV).  

Die Neurographie konnte im SOD1 Mausmodel mit der Überlebenszeit korreliert werden, 

was die Bedeutung dieser Methodik hervorhebt (Mancuso, et al., 2014). Auf die 

Limitierung der Neurographie und die große Streubreite der Werte wurde allerdings in 

vielen Fachliteraturen hingewiesen (Vogel, 2018; Bischoff et al., 2016; Korte et al., 

2011). Obwohl wir die Methodik so weit wie möglich standardisierten, ließen sich 

Einflüsse durch Temperatur, Tageszeit und Diversität des Tiers, wie Haltung, Vitalität 

und Ableitungsort nicht vollständig ausschließen. Die bei uns aufgetretene hohe 

Streubreite der Ergebnisse kann zusätzlich durch operative Unterschiede, wie die Lage 

der Ableitungselektroden zum Nerv und der individuelle Heilungsprozess sieben Tage 

nach der Operation schwanken. 

Vorangegangene Versuche unserer Arbeitsgruppe zeigten, dass nach Nervenverletzung 

des N. ischiadicus die Regeneration der Axone und des MSAP bei SOD1G93A Tieren 

(Präsymptomatisch und Symptomatisch) langsamer voranschritt als bei Wildtypmäusen. 

Dieser Unterschied wurde aber erst ab mehr als zehn Tagen nach Nervenverletzung in der 

Neurographie deutlich (Joshi et al., 2019). Falls es aber zu einer sekundären, durch eine 

zentrale Mikrogliose hervorgerufene Degenration kommt, ist davon auszugehen, dass 

diese auf symptomatische SODG93A Mäuse die gravierendsten Auswirkungen haben wird. 

Denn mit dem Fortschreiten der Krankheit nimmt die Regenerationsfähigkeit nach 

peripherer Nervenverletzung deutlich ab und regenerative Zytokine werden vermindert 

ausgeschüttet (Kotulska et al., 2006; Kilic et al., 2004; Ilieva et al., 2003). 

 

5.6 Die Nervenverletzung führt zu einer axonalen Degeneration des N. tibialis 

von Wildtypmäusen, allerdings nicht von SOD1G93A Mäusen 

Axonale Degeneration nach Nervenverletzung über die Wallersche Degeneration ist 

hinreichend bekannt. Auf Grund einer Nervenverletzung kommt es zur Degeneration der 
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Axone und deren Abbau (Wanner et al., 2017; Lee et al., 2016; Bauder et al., 2012; Hiraga 

et al., 2006). Auch in unserer Arbeitsgruppe konnte dies nach Nervenverletzung von 

Wildtyp- und SOD1G93A Mäusen repliziert werden (Joshi et al., 2019). Bei einer 

Durchtrennung des Nervs, die mit der verträglicheren Verletzung, der mechanischen 

Komprimierung des Nervs, vergleichbar ist, kommt es zu diversen zellulären Schäden, 

neuronaler Apoptose und Muskelatrophie. Der molekulare Mechanismus ist noch nicht 

hinreichend bekannt (Scheib et al., 2013). 

Wir haben den N. peroneus verletzt und postulieren, dass der oxidative Stress und die 

Mikrogliose im Rückenmark eine inflammatorische Reaktion hervorrufen, welche die 

Motoneurone des N. tibialis beschädigen und dies anhand eines axonalen Schadens in der 

Peripherie sichtbar wird. Wildtypmäuse zeigten eine signifikant verringerte Axonaanzahl 

in Querschnitten des N. tibialis im Vergleich zur kontralateralen Seite (Mittelwerte: 

Ipsilateral: 2155 ± 71,5 vs. Kontralateral: 2326 ± 32,3). Dies könnte ein indirekter 

Hinweis für eine sekundäre Nervenschädigung sein. Präsymptomatische und 

symptomatische SOD1G93A Mäuse zeigten jedoch keine signifikant verringerte Axonzahl 

des N. tibialis im Querschnitt. Eine nicht signifikante Tendenz lässt sich aber in beiden 

Krankheitsstadien erkennen (Präsymptomatisch: 2169 ± 41,6 vs. 2248 ± 47,1; 

Symptomatisch: 2085 ± 68,5 vs. 2126 ± 61,7). Bei beiden Gruppen wurden ipsilateral 

weniger Axone des N. tibialis gezählt als kontralateral. Die bereits vorhandene 

Motoneurondegeneration von symptomatischen SOD1G93A Mäusen könnte die Effekte 

der Operation auch maskieren. So wiesen unverletzte symptomatische SOD1G93A Mäuse 

signifikant weniger Axone im N. tibialis auf als nicht operierte Wildtyptiere (WT; 2286 

± 50,4 vs. Symptomatisch; 2099 ± 24,1). 

Auf Grundlage der vorhandenen Literatur würden wir eine erhöhte Vulnerabilität der 

Axone von SOD1G93A Mäusen nach Nervenverletzung erwarten. Ein bereits im 

präsymptomatischen Stadium gestörter retrograder Signaltransport beeinflusst den 

Krankheitsfortschritt der ALS negativ. Zusätzlich zeigen SOD1G93A Mäuse 

Axonopathien, welche durch oxidativen Stress hervorgerufen werden. Ein vergleichbarer 

oxidativer Stress wird durch die Nervenverletzung hervorgerufen (Adalbert et al., 2013; 

Fischer et al., 2012). Die Regeneration und Remyelinisierung sind krankheitsbedingt 

nach axonaler Nervenverletzung gestört (Deng et al., 2018). Da wir aber den unverletzten 

Nerv untersucht haben und erwarten, dass die Mikrogliose im Rückenmark zu sekundären 

Schäden an den Axonen führt, können nur Vermutungen auf Basis der gestörten axonalen 
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Transports- und Regenerationsfähigkeit bei SOD1G93A Mäusen angestellt werden. So 

wiesen Mariotti und Mitarbeiter eine erhöhte Anfälligkeit der Motoneurone des N. 

facialis nach peripherer Nervenverletzung bei SOD1G93A Tieren nach. Sie zeigten, dass 

es bei diesem Tiermodel zu einer erhöhten phagozytotischen Aktivität kommt (Mariotti 

et al., 2000). Ein verlängerter Abstand zwischen Nervenverletzung und Perfusion der 

Mäuse könnte diese Tendenz verdeutlichen, denn bei SOD1G93A Mäusen zeigt sich einen 

Monat nach Nervenverletzung eine erhöhte Anfälligkeit der Motoneurone im Vergleich 

zu Wildtypmäusen (Mariotti et al., 2002). 

Basierend auf den Ergebnissen ist anzunehmen, dass sowohl die Nervenverletzung am N. 

peroneus als auch die fortschreitende Krankheit in SOD1G93A Mäusen einen Einfluss auf 

die Axonzahl im N. tibialis haben und diese sich eventuell gegenseitig beeinflussen. 

 

5.7 Methodische Limitierung  

Die Aktivierung von Mikroglia im Vorderhorn des Rückenmarks nach peripherer 

Nervenverletzung ist hinreichend etabliert (Rotterman et al., 2019; Berg et al., 2013; He 

et al., 1996). Das mechanische Komprimieren des Nervs stellt hierbei im Gegensatz zur 

vollständigen Durchtrennung eine schonendere Methodik dar, die vergleichbare Effekte 

auslöst (Aldskogius et al., 2011). Obwohl durch diverse Maßnahmen versucht wurde den 

Tracer im Muskel zu halten und der M. gastrocnemius als Kennmuskel für den N. tibialis 

sehr geeignet ist (Mohan et al., 2014), lässt sich nicht vollständig ausschließen, dass der 

Tracer in einen benachbarten Muskel injiziert wurde oder ausgelaufen ist (Bácskai et al., 

2013). Dies hätte zur Konsequenz, dass der Tracer zu anderen Motoneuronen retrograd 

transportiert würde und dadurch die Ergebnisse beeinflusst.  

Auch die durch die Operation hervorgerufene Muskelverletzung führt über eine toxische 

Signalkaskade dazu, dass die veränderte Skelettmuskelaktivität die Aktivität der 

Motoneurone beeinträchtigt (Dobrowolny et al., 2015). Da es bei der Operation zu einer 

Muskelverletzung kam, ist nicht auszuschließen, dass die Verletzung zu einem 

neuronalen Schaden führt. Bei kontrolloperierten Mäusen „sham operation“ ohne 

periphere Nervenverletzung von De Luca und Mitarbeiter zeigten sich jedoch keine 

auffälligen Parameter (De Luca et al., 2016). 

Die Einstellungen des threshold mit dem Programm ImageJ wurde nach häufigem 

Wiederholen weitestgehend standardisiert. Es wurden hierbei überbelichtete Schnitte 
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oder färbungsbedingte Artefakte in der Auszählung ausgeschlossen. Eine individuelle 

Abweichung der Mikrogliasignale lässt sich aber nicht vollständig ausschließen. 

Automatisierte threshold scheinen gute Ergebnisse zu liefern (Healy et al., 2018), aber 

wir konnten feststellen, dass die Signale und Helligkeiten nicht zu vereinheitlichen sind 

und haben den threshold individuell auf jedes Bild angepasst. 

Da bei allen Auswertungen die ipsi- mit der korrespondierenden kontralateralen Seite als 

verbundene Stichprobe verglichen wurden, lassen sich individuelle, konstitutionelle und 

geschlechtsbedingte Unterschiede ausschließen. Auch die unterschiedlich starken Signale 

in den verschiedenen Ansätzen der Immunfluoreszenzfärbung wurden dadurch 

vereinheitlicht. Auf der anderen Seite lassen sich Fehler in der manuellen Auszählung 

von Axonen und Mikroglia nicht ausschließen, auch wenn diese verblindet durchgeführt 

wurden.  

Abschließend lassen sich keine allgemeinen Aussagen von dem SOD1G93A Tiermodel auf 

die ALS übertragen, da es sich um Tiermodel handelt, welches der familiären ALS 

ähnlich ist, aber alleine innerhalb der verschiedenen Knockoutmodelle, wie SOD1G93A 

und SOD1H46R schon große Unterschiede in Überlebenszeit und Krankheitsverlauf 

sichtbar werden (Pan et al., 2012).  

 

5.8 Zukunftsperspektiven 

Es wurde nach sieben Tage die Mikrogliose im Rückenmark untersucht. Dies könnte ein 

zu kurzer Zeitraum gewesen sein, bis es zu einer überwiegenden Polarisierung zu M1 

Mikroglia und entsprechend zu oxidativem Stress kommt, der umliegende Motoneurone 

beeinflusst. Im dorsalen Horn von Ratten wurde in einem Assay von M1 und M2 

spezifischen Markern unmittelbar nach peripherer Nervenverletzung ein Anstieg beider 

Marker beobachtet. Zwischen Tag 7 und 14 waren jedoch überwiegend M1 Marker 

nachzuweisen (Xu et al., 2016). Auch bei einer direkten Rückenmarksverletzung von 

Mäusen war dies zu beobachten (Hu et al., 2012). Die zytotoxische Polarisierung zu M1 

(Kigerl et al., 2009; Fleming et al., 2006) könnte über einen längeren 

Beobachtungszeitraum einen inflammatorischen Schaden am unbeteiligten N. tibialis 

hervorrufen, welcher per Neurographie oder als axonale Degeneration in Nervenschnitten 

nachweisbar ist. Der Nachweis einer Polarisierung von Mikroglia in Richtung M1 oder 

M2 könnte ausschlaggebend für Therapiekonzepte nach Nervenverletzung sein. 
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Auf molekularer Ebene lassen sich kleine und marginale Veränderungen besser 

nachweisen als in einer Immunfluoreszenzfärbung, deswegen sollte man die Möglichkeit 

in Betracht ziehen, mit Hilfe von PCR, Elisa oder Western Blot Zytokine oder spezifische 

Oberflächenproteine nachzuweisen. Zusätzlich wäre eine morphologische Analyse der 

Axone sinnvoll. So sind die unterschiedlich großen und in ihrer Funktion 

unterschiedlichen Axone unter Umständen verschieden stark betroffen. Es lassen sich bei 

SOD1G93A Mäusen verschiedene Axonklassen unterscheiden, die unterschiedlich schnell 

degenerieren. (Hegedus et al., 2007; Pun et al., 2006). Nach Nervenverletzung könnte 

sich eine erhöhte Anfälligkeit einzelner Motoneurone von SOD1G93A Mäusen zeigen. 

Weitere Erkenntnisse könnte es bringen, mit Hilfe von PLX5622 die Mikroglia und mit 

Clodronat die Makrophagen zu depletieren und danach Veränderungen von 

Motoneuronen und peripheren Nerven auszuwerten. Zwar wurde in Versuchen mit einer 

Nervenverletzung am N. opticus durch diese Depletion weder eine verlangsamte noch 

beschleunigte Regeneration entdeckt, doch die Mikroglia und rekrutierten Makrophagen 

scheinen eine entscheidende Rolle zu spielen (Hilla et al., 2017).  

Wenn die Funktion von Mikroglia nach Nervenverletzung und in der neurodegenerativen 

Erkrankung ALS geklärt ist, könnten vorhandene Methoden und Medikamente eingesetzt 

werden, um die Regeneration oder den Krankheitsverlauf zu verbessern und neue 

Therapiekonzepte zu entwickeln.  
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