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1. Arbeitshypothese und Fragestellung 
 

Das autonome Nervensystem (ANS) ist entscheidend an der funktionellen Steue-

rung des Herzens beteiligt. Es ist auf kardialer Ebene in ein extrinsisches sowie in 

ein intrinsisches System unterteilbar (Shen und Zipes, 2014). Letzteres umfasst die 

intrakardialen Neurone (ICN), die in Ganglienplexus (GPs) im epikardialen Fettge-

webe organisiert sind (Armour et al., 1997). Diese GPs wurden zunächst nur als 

Relaisstation für afferente Signale des zentralen Nervensystems (ZNS) zum Herzen 

angesehen (Thompson et al., 2000). Die ICN haben in den letzten Jahren durch 

neue wissenschaftliche Erkenntnisse aber stark an Bedeutung gewonnen (Wake 

und Brack, 2016). So konnte eine Informationsverarbeitung auf Ebene der ICN 

nachgewiesen werden (Mcallen et al., 2011). Auch bestehen komplexe Vernetzun-

gen der ICN untereinander, mit den ICN anderer GPs sowie übergeordneten, neu-

ronalen Zentren (Fukuda et al., 2015). Die ICN können ferner die kardiale Funktion 

durch schnelle Reflexbögen regulieren (Armour, 2008). Allerdings können sie durch 

pathologische Veränderungen auch die Entstehung und Unterhaltung von Arrhyth-

mien begünstigen (Ripplinger et al., 2016). Dies kann beispielsweise im Rahmen 

einer kardialen Schädigung, zum Beispiel (z. B.) durch Hypoxie und der damit ein-

hergehenden autokrinen Freisetzung von Wachstumsfaktoren geschehen (Singh et 

al., 2013). Dadurch wird ein Wachstumsreiz für die ICN gesetzt, es kommt zu einem 

Umbau der neuronalen Struktur (Rajendran et al., 2016). Dies zieht eine veränderte, 

vor allem (v. a.) sympathisch gesteigerte und parasympathisch verminderte Inner-

vation des Herzens nach sich, welche die Arrhythmieentstehung fördern kann (Chen 

et al., 2014). Die dabei auftretenden, funktionellen Interaktionen zwischen den ICN 

und Myozyten sind bisher nicht ausreichend verstanden. Jedoch konnten direkte 

Verbindungen zwischen Myozyten und ICN sowie deren gegenseitige Beeinflus-

sung bereits nachgewiesen werden (Horackova et al., 1995, Hasan, 2013). 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, das Neuritenwachstum der ICN in Mono- und 

Kokultur mit atrialen Myozyten unter regulären Bedingungen sowie bei passagerer 

Hypoxie zu charakterisieren. 

 

Hypothese: 

Durch Kokultivierung mit atrialen Myozyten wird das Neuritenwachstum der ICN so-

wohl unter regulären Bedingungen als auch bei passagerer Hypoxie moduliert. 
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2 Einleitung 

 

2.1 Physiologische Grundlagen 

2.1.1 Aufbau eines Neurons 

Neurone (Nervenzellen) sind in der Lage, elektrische Signale (Aktionspotenziale ( 

AP)) aufzunehmen, zu verarbeiten und weiterzuleiten (Lodish H et al., 2000, Purves 

et al., 2004a). Dabei entstehen elektrische Signale durch unter anderem (u. a.) me-

chanische, elektrische oder chemische Reizung des Neurons (Luan et al., 2014). 

Das Signal wird über das Neuron fortgeleitet, mit anderen eingehenden Signalen 

verarbeitet und zur Überbrückung des örtlichen Abstandes zwischen zwei Neuronen 

(synaptischer Spalt) in ein aus Botenstoffen (Neurotransmitter) bestehendes chemi-

sches Signal umgewandelt. Diese Neurotransmitter werden am nachgeschalteten 

Neuron oder Zielorgan in ein AP umgewandelt (Heckmann und Dudel, 2010). Durch 

diese Funktion der Signalweiterleitung und -verarbeitung sind Neurone essentiell 

für die Steuerung der Kontraktion einzelner Muskelfasern. Zudem ermöglichen sie 

die unbewusste Steuerung der Organe (Stiles und Jernigan, 2010).  

Neurone sind, unabhängig von ihrer Funktion, ähnlich aufgebaut (siehe (s.) Abbil-

dung 1): Sie besitzen jeweils einen Zellkörper (Perikaryon) mit Zellkern (Nucleus), 

baumartig verzweigte Ausläufer (Dendriten) sowie ein langen Fortsatz (Axon), der 

am Axonhügel des Neurons entspringt und mehrere Endknöpfchen besitzt (Chen 

und Haas, 2011, Buffington und Rasband, 2011). Dendriten und Axon können auch 

als Neuriten (Zellausläufer) zusammengefasst werden (Kandel, 2000). Zusätzlich 

kann ein Neuron von einer von Schwann-Zellen im peripheren Nervensystem (PNS) 

beziehungsweise (bzw.) von Oligodendrozyten im zentralen Nervensystem (ZNS) 

gebildeten Myelinscheide umgeben werden, was eine schnellere Erregungsleitung 

ermöglicht (Zalc, 2006). 

Die elektrischen Erregungen der Neurone werden durch Veränderungen der Ionen-

verteilung innerhalb und außerhalb des Neurons erzeugt (Shih, 1994). Die Verar-

beitung der so aufgenommenen Signale erfolgt am Axonhügel durch zeitliche und 

örtliche Summation, wodurch ein neues Signal generiert wird (Petersson et al., 

2011). Dieses wird über das Axon fortgeleitet und an den Verbindungen zwischen 
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Neuronen (Synapsen) durch Neurotransmitter übertragen (Eccles, 1982, Sakmann, 

1992). Dabei kann ein Neuron nicht nur mit einem, sondern mit einer Vielzahl von 

weiteren Neuronen in synaptischen Kontakt treten (Cullen et al., 2010). Diese kom-

plexe Verschaltung ermöglicht eine ebenso komplexe Signalverarbeitung und -ge-

nerierung (Hawkins und Ahmad, 2016). 

Eine genauere Einteilung der Neurone kann anhand verschiedener Aspekte erfol-

gen: So werden, nach funktionellen Aspekten, drei Arten von Neuronen unterschie-

den: Afferente Neurone, die die Information aus der Peripherie (Organe, Umwelt) 

an das ZNS weiterleiten, sowie die efferenten Neurone, die Erregungen aus dem 

ZNS zu den Zielstrukturen (Muskeln, Drüsen, et cetera (etc.)) leiten und Interneu-

rone, die nur auf lokaler Ebene agieren. 

Anhand der Topographie ist überdies eine Einteilung in zentrale Neurone, die Ihren 

Ursprung in Gehirn und Rückenmark (ZNS) besitzen, sowie periphere Neurone, die 

im PNS, also außerhalb des ZNS liegen, möglich.  

Außerdem kann eine Unterscheidung anhand der innervierten Strukturen erfolgen: 

So leiten sensorische Neurone durch sensorische Reize (u. a. haptisch, audiovisuell 

oder durch Dehnung von Muskelfasern) entstandene Signale aus der Peripherie an 

das ZNS. Hier kann eine Umschaltung auf motorische Neurone (Motorneuron) er-

folgen, welche die Muskulatur des Körpers steuern. 

Im Gegensatz zu diesen der willkürlichen Kontrolle unterliegenden (somatischen) 

Neuronen sind die die inneren Organe versorgenden (viszeralen) Neurone nicht 

willkürlich steuerbar und zählen damit zum autonomen Nervensystem (ANS) 

(Purves et al., 2004a). 



2 Einleitung 

4 
 

 

Abbildung 1: Schematischer Aufbau eines Neurons 
Der Aufbau der Neurone ist, unabhängig von ihrer Funktion, im Wesentlichen vergleichbar: 
Die Dendriten sind baumartig verzweigte vom Nervenzellkörper ausgehende Fortsätze, 
über die synaptische Kontakte mit anderen Neuronen gebildet werden. Der Nervenzellkör-
per besitzt einen Zellkern und einen Axonhügel, an dem das Axon entspringt. Dieses kann 
von isolierenden Myelinscheiden umgeben werden, wodurch die Erregung schneller fortge-
leitet wird. Über chemische Synapsen, die mit Hilfe der synaptischen Endknöpfchen am 
Ende des Axons gebildet werden, kann die Erregung an andere Neurone weitergeleitet 
werden. Angelehnt an Kandel (Kandel, 2000). 

 

2.1.2 Das periphere autonome Nervensystem 

Das periphere ANS reguliert viszerale Organe, das kardiovaskuläre System sowie 

die Haut (Wehrwein et al., 2016). Es kann in zwei grundlegende Einheiten unterteilt 

werden, die sich räumlich und funktionell voneinander unterscheiden: Sympathikus 

und Parasympathikus (s. Abbildung 2) (Langley, 1921, Furness, 2006). 

Die primären Neurone dieses Systems liegen im Hirnstamm bzw. Rückenmark und 

damit innerhalb des ZNS, die nachgeschalteten, sekundären Neurone befinden sich 

außerhalb des ZNS, in Ansammlungen von Neuronen, den vegetativen Ganglien. 

Daran orientiert werden die Neurone in prä- und postganglionär unterteilt (Wehrwein 

et al., 2016). 
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Die organbezogenen Systeme des ANS wie die Ganglien und Nervenfasern des 

enterischen Nervensystems - zahlenmäßig der größte Teil des ANS - werden auf-

grund ihrer komplexen Verschaltung und der Unabhängigkeit vom ZNS oft als ei-

genständiger Teil betrachtet (Furness et al., 2014, Wehrwein et al., 2016). 

Diese anatomisch begründete Einteilung fand sich bereits in den ersten Beschrei-

bungen des ANS (Langley, 1921, Kuntz, 1945) und findet auch heute noch grund-

legend Anwendung (Wehrwein et al., 2016). Auch am Herzen konnte ein solches, 

organbezogenes Nervensystem nachgewiesen werden (Armour, 2008, Pauza et al., 

2012, Wake und Brack, 2016). 
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Abbildung 2: Schematische Darstellung der Organisation des autonomen Nerven-
systems 
Ursprung der parasympathischen Efferenzen (rechte, rote Seite) im Hirnstamm und Sakral-
mark mit Umschaltung auf das postganglionäre Neuron in den organnahen, vegetativen 
Ganglien (rot). Die Hirnnerven III, VII, IV und X mitsamt den zugehörigen Ganglien (GG = 
Ganglion geniculi) besitzen parasympathische Anteile. Ursprung der sympathischen Effe-
renzen (linke, grüne Seite) im Thorakal- und Lumbalmark mit Umschaltung in den organ-
fernen Ganglien des Grenzstrangs (grün) bzw. in den prävertebralen Ganglien (schwarz). 
Die postganglionären Neurone innervieren die jeweiligen Organe (modifiziert nach Wehr-
wein et al. (Wehrwein et al., 2016)). 
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2.1.3 Sympathikus 

Durch Aktivierung des Sympathikus wird der Körper in einen „Fight or Flight“- Zu-

stand versetzt, also auf eine körperliche Anstrengung vorbereitet (Brown und Fee, 

2002, Cole et al., 2015). 

Die präganglionären Neurone des Sympathikus sind in der intermediolateralen 

Säule im thorakalen sowie oberen lumbalen Rückenmark (C8-L2) lokalisiert (thora-

kolumbales System, s. Abbildung 2) (Wehrwein et al., 2016). Viele dieser Neurone 

besitzen nur kurze Axone, die als Teil des Spinalnervs zu den nahegelegenen, post-

ganglionären Neuronen in den paravertebral gelegenen Ganglien (Grenzstrang) 

ziehen (Gibbins, 2013). Es gibt insgesamt 22 bis 23 dieser paravertebralen Gang-

lien auf jeder Seite der Wirbelsäule sowie ein, die beiden Grenzstränge verbinden-

des Ganglion impar im Sakralbereich (Kommuru et al., 2014). Die postganglionären 

sympathischen Neurone sind mit mehreren Spinalnerven verbunden (Murata et al., 

2003, Macefield, 2011). Sie besitzen lange Axone, über die sie die Zielorgane direkt 

innervieren (Gordan et al., 2015). Weiterhin können die präganglionären Nervenfa-

sern ohne synaptischen Kontakt den Grenzstrang durchlaufen und zu den näher am 

Zielorgan liegenden Ganglien ziehen, wo sie auf das postganglionäre Neuron um-

geschaltet werden (Purves et al., 2004b). Dies gilt u. a. für die prävertebral gelege-

nen Bauchganglien (z. B. das Ganglion mesentericum superius oder coeliacum), 

über deren postganglionäre Fasern die Innervation der Bauch- bzw. Beckenorgane 

erfolgt (Fasano und Niel, 2009). Außerdem können die präganglionären Axone auch 

direkt das Nebennierenmark innervieren, welches als postganglionäres Neuron an-

gesehen werden kann (Parker et al., 1993, Jänig, 2014). Über diese Verbindung 

wird die Abgabe der Neurotransmitter des Nebennierenmarks in den Blutkreislauf 

reguliert (Gordan et al., 2015).  

Es konnte eine Ordnung der sympathischen Efferenzen bzw. der Zielorgane/ -be-

reiche anhand des Ursprungssegments nachgewiesen werden (Furness, 2006, 

Wehrwein et al., 2016): So innervieren die Neurone aus den Segmenten Th1 – Th2 

die Drüsen und Gefäße des Kopfes und des Halses sowie die Augen, jene des obe-

ren thorakalen Bereichs die Organe des Halses, wie Trachea, Schilddrüse und Öso-

phagus. Die im Thorax gelegenen Organe werden ebenso durch Neurone aus den 

oberen thorakalen Segmenten, die des Bauchraumes durch jene aus den Segmen-

ten Th5 bis Th10 sowie aus tiefen thorakalen Segmenten sympathisch innerviert. 
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Die Neurone der Segmente Th4 – L2 innervieren die Nebennieren, die der Seg-

mente Th12 – L2 die Beckenorgane. Die obere Extremität wird von Neuronen aus 

den Segmenten Th2 – Th8, die untere Extremität aus den Segmenten Th12 – L2 

versorgt. Das Herz wird von Fasern der Segmente Th1 - Th6 innerviert (Coote und 

Chauhan, 2016). 

Im sympathischen System dient der Übertragung vom präganglionären zum post-

ganglionären Neuron der Transmitter Acetylcholin (ACh) (Jänig, 2006). Das ACh 

bindet an nikotinerge Rezeptoren der postganglionären Neurone (Li et al., 2009). 

Diese setzen v. a. den Neurotransmitter Noradrenalin (NA) an den Synapsen frei 

(Luther et al., 2013), beim Nebennierenmark handelt es sich überwiegend um Ad-

renalin (Gordan et al., 2015). 

Die Wirkung der vom postganglionären Neuron freigesetzten Transmitter ist von den 

Rezeptoren der Zielorgane abhängig: Über α1-Rezeptoren wird eine vasokonstrik-

torische bzw. kontrahierende Wirkung (Piascik und Perez, 2001), über α2-Rezepto-

ren eine Abnahme des Muskeltonus glatter Muskelzellen, v. a. im Gastrointestinal-

trakt vermittelt (Scheibner et al., 2002). Überdies kommt es zu einer Abnahme der 

Sekretion von Insulin aus dem Pankreas (Fagerholm et al., 2011). Dagegen wird 

über β1-Rezeptoren die Frequenz des Herzens gesteigert sowie dessen Kontrakti-

onskraft erhöht und die Reninfreisetzung in der Niere gefördert (Torretti, 1982, Woo 

und Xiao, 2012). Eine Erschlaffung der Bronchialmuskulatur und damit Erweiterung 

der Bronchien wird über β2-Rezeptoren gesteuert (Proskocil und Fryer, 2005), wie 

auch weitere Effekte an anderen Organen (u. a. Leber) und dem Immunsystem 

(Johnson, 1998, Cole et al., 2015). Schließlich hat eine Aktivierung von β3-Rezep-

toren im braunen Fettgewebe eine vermehrte Wärmeproduktion zur Folge (Ahles 

und Engelhardt, 2014). Außerdem wurde in aktuellen Studien ein kardioprotektiver 

Effekt durch β3-Rezeptoraktivierung, v. a. bei herzinsuffizienten Patienten als auch 

bei medikamentöser Blockade der β1- und β2-Rezeptoren durch β-Blocker, beschrie-

ben (Cannavo und Koch, 2017, Lucia et al., 2018).  
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2.1.4 Parasympathikus 

Der Parasympathikus dient der Regulation der den Körper regenerierenden Funkti-

onen („rest and digest“) (Brown und Fee, 2002, Battipaglia und Lanza, 2015). 

Die präganglionären Neurone des Parasympathikus finden sich im Hirnstamm so-

wie im sakralen Bereich des Rückenmarks (kraniosakrales System), wobei die ge-

naue Höhe in der Literatur variiert (Segmente S2 – S4 bzw. zum Teil (z. T.) auch 

S1 - S3, siehe auch (s. a.) Abbildung 2) (Krassioukov et al., 2012, Wehrwein et al., 

2016). Die Umschaltung der präganglionären auf postganglionäre Neurone findet 

in vegetativen Ganglien statt, welche in unmittelbarer Nähe zum oder sogar inner-

halb des Zielorgans gelegen sind (Partida et al., 2016). Daher besitzt das 

präganglionäre Neuron ein langes, das postganglionäre Neuron nur ein sehr kur-

zes Axon (Wehrwein et al., 2016).  

Die dem Hirnstamm entspringenden präganglionären Neurone des Parasympathi-

kus entsenden ihre Axone innerhalb von vier Hirnnerven, die Umschaltung auf das 

postganglionäre Neuron erfolgt hier ebenfalls organnah: Bei diesen Hirnnerven han-

delt sich um Nervus oculomotorius (III) zur Innervation der inneren Augenmuskeln 

und Nervus facialis (VII) zur Innervation der Tränen-, Speicheldrüsen und Schleim-

häute der Nasenhöhle. Die Ohrspeicheldrüse wird über den Nervus glossopha-

ryngeus (IX) versorgt, die viszeralen Organe des Thorax und Abdomens vom Ner-

vus vagus (X) (Kalia, 1981, Gibbins, 2013, Mcdougal und Gamlin, 2015). Letzterer 

enthält circa 75 % aller parasympathischen Fasern und beeinflusst direkt u. a. die 

Lunge, die Leber, den Darm und das Herz (Prechtl und Powley, 1990, Gordan et 

al., 2015). Die kaudale Grenze der parasympathischen Versorgung des Nervus 

vagus bildet der Cannon-Böhm-Punkt, der etwa auf Höhe der linken Kolonflexur 

gelegen ist (Schweighöfer et al., 2016). Unterhalb des Cannon-Böhm-Punktes be-

findliche Organe wie das Colon descendens, die Harnblase oder die Geschlechts-

organe werden über die parasympathischen Neurone der Rückenmarkssegmente 

S2 – S4 (bzw. S1 – S3; siehe oben (o..)) versorgt (Krassioukov et al., 2012, 

Wehrwein et al., 2016). Deren Fasern verlaufen zum Großteil innerhalb der Nervi 

splanchnici und werden ebenso in organnahen vegetativen Ganglien auf postgangli-

onäre Neurone umgeschaltet (Jang et al., 2015, Wehrwein et al., 2016).  
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Bei der synaptischen Übertragung im parasympathischen System wird ACh sowohl 

vom präganglionären als auch vom postganglionären Neuron ausgeschüttet (Scott 

und Fryer, 2012). Die Wirkung des ACh wird, analog zum Sympathikus, bei der 

Übertragung zwischen den Neuronen über nikotinerge Rezeptoren vermittelt 

(Bibevski et al., 2000, Tiwari et al., 2013). Dagegen bindet ACh am Erfolgsorgan an 

muskarinerge Rezeptoren (M-Rezeptoren) (Mccorry, 2007). Letztere liegen in fünf 

verschiedenen Formen vor und sind mit G-Proteinen gekoppelt, über die sie ihre 

Wirkung vermitteln (Haga, 2013). Unter anderem wird v. a. über M2-Rezeptoren, die 

Herzaktion im Sinne einer Frequenz- und Kontraktionskraftverringerung sowie einer 

Verlängerung der atrioventrikulären Überleitungszeit (AV-Überleitungszeit) beein-

flusst (Brodde und Michel, 1999, Harvey, 2012). 

Die auf diesen räumlichen und funktionellen Unterschieden beruhende Ansicht, 

Sympathikus und Parasympathikus seien funktionelle Gegenspieler (Meyers, 

1959), ist dabei kritisch zu betrachten. Vielmehr wird durch das Zusammenwirken 

von Sympathikus und Parasympathikus die komplexe Regulation der Organe und 

des kardiovaskulären Systems der vorherrschenden Situation angepasst (Furness, 

2006). 

 

2.1.5 Einfluss des autonomen Nervensystems auf die Herzaktion 

Dem Herzen kommt im Blutkreislauf des Körpers die zentrale Rolle als Motor des 

Blutflusses zu, wodurch über das Blut Sauerstoff und Nährstoffe zur Zelle, Kohlen-

stoffdioxid (CO2) und Abbauprodukte von der Zelle weg transportiert werden können 

(Pittman, 2016). Um dieser Funktion nachzukommen, muss das Herz in der Lage 

sein, auch auf die sich verändernden Anforderungen des Körpers sehr rasch zu 

reagieren (White und Raven, 2014, Abboud und Benson, 2015). Diese Regulation 

geschieht unbewusst und wird sowohl durch direkte Nervenverbindungen als auch 

durch zirkulierende Hormone und weitere Reflexbögen vermittelt (s. Tabelle 1) 

(Armour, 2004, Gordan et al., 2015).  
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Tabelle 1: Veränderungen der kardialen Parameter durch das autonome Nervensys-

tem 

Parameter Sympathikus Parasympathikus 

Herzfrequenz ↑ ↓ 

Kontraktilität ↑ ↓ 

AV-Knotenüberleitungszeit ↓ ↑ 

Relaxationsfähigkeit ↑ ↓ 

Koronarer Blutfluss ↑ ↓ 

Kardialer Auswurf 
 

↑ 
↓ 

Atriale Refraktärzeit ↓ ↓ 

Ventrikuläre  

Refraktärzeit 
↓ ↑ 

Sinusknotenerholungszeit ↓ ↑ 

Aktionspotenzialdauer ↓ ↑ 

↑ = erhöht bzw. verlängert, ↓ = erniedrigt bzw. verkürzt 

Sympathikus und Parasympathikus wird traditionell eine gegensätzliche Rolle zu-

gesprochen (Levy et al., 1966). Dies lässt sich besonders gut anhand der unter-

schiedlichen Wirkung auf Kontraktilität (Inotropie), Frequenz (Chronotropie) und 

Fortleitungsgeschwindigkeit (Dromotropie) des Herzens feststellen: Durch Stimula-

tion sympathischer Nerven steigt die Herzfrequenz (positiv chronotrop), da die 

Schrittmacherzellen des Sinusknoten schneller depolarisieren (Ardell et al., 1988, 

Behar et al., 2016). Ebenso wird die Erregungsausbreitung über den Atrioventriku-

lar-Knoten (AV-Knoten) beschleunigt (positiv dromotrop) (Furukawa et al., 1990), 

als auch die Kontraktilität der Atrien und Ventrikel (positiv inotrop) (Bravený, 2002, 

Bangash et al., 2012) sowie die Relaxationsfähigkeit der Herzmuskelzellen gestei-

gert (positiv lusitrop) (Lymperopoulos et al., 2013). Die Zeit, in der die Zellen nach 

Erregung kein AP auslösen können, wird Refraktärzeit genannt und kann durch 

sympathische Stimulation in den Ventrikeln und Atrien reduziert werden (Vaseghi 

und Shivkumar, 2008, Park et al., 2012). Die parasympathisch bedingten Effekte 

sind gegensätzlich dazu: Die Erregungsbildung im Sinusknoten bzw. Erregungsaus-

breitung im AV-Knoten ist gemindert (negativ chronotrop bzw. dromotrop) (Chen et 

al., 1998, Gordan et al., 2015). Auch die Kontraktionskraft der Ventrikel wird herab-

gesetzt (negativ inotrop) (Tsuboi et al., 2000) – das Fehlen einer Innervation der 

Ventrikel durch den Parasympathikus wurde lange Zeit angenommen, diese konnte 
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jedoch in mehreren Studien neuerer Zeit aufgezeigt werden (Coote, 2013, Pauziene 

et al., 2016, Jungen et al., 2017). Auch die Relaxationsfähigkeit wird durch parasym-

pathischen Einfluss reduziert (negativ lusitrop) (Ardell et al., 2015). Ebenso wird die 

atriale Refraktärzeit verringert, auf ventrikulärer Ebene kommt es zu einer Zunahme 

dieser, das Aktionspotenzial ist ebenso verlängert (Shen und Zipes, 2014, Ng, 

2016).  

 

2.1.6. Einfluss des autonomen Nervensystems auf den Herzrhythmus 

Sympathikus und Parasympathikus zeigen am Herzen einen funktionellen Antago-

nismus, dennoch handelt es sich um ein Zusammenspiel beider Systeme zur Auf-

rechterhaltung der Homöostase (Furness, 2006, Abboud und Benson, 2015). Ist 

dieses Zusammenspiel gestört, kann es zu pathologischen Veränderungen, wie z. 

B. Vorhofflimmern (VHF) kommen: So kann gleichzeitige Aktivierung des Sympathi-

kus und Parasympathikus zur Auslösung von VHF führen (Park et al., 2012). Als 

Grund wird eine gestörte Integration des ANS mit Einschränkung der parasympa-

thischen Aktivierungsfähigkeit unter dieser gleichzeitigen Stimulation vermutet 

(Drexel, 2015).  

Unter gleichzeitiger Stimulation wird durch den Sympathikus ein erhöhter Calcium- 

(Ca2+-)Einstrom in die Zellen generiert (Bers, 2002, Chen et al., 2014), über den 

Parasympathikus wird die atriale Refraktärzeit herabgesetzt (Wijffels et al., 1995, Xi 

und Cheng, 2015). Dies zusammen kann zu Nachdepolarisationen (Oszillationen 

des Membranpotenzials) und dadurch ausgelösten APs bzw. Muskelkontraktionen 

führen (Heijman et al., 2014), wobei zwischen frühen Nachdepolarisationen (early 

afterdepolarizations) und späten Nachdepolarisationen (delayed afterdepolariza-

tions) zu unterscheiden ist. Erstere beruhen meist auf einer gestörten Ionenkanal-

funktion mit Verlängerung der AP-Dauer, letztere auf einer Überladung der Zelle mit 

Calcium (auch durch sympathische Stimulation bedingt) (Gardner et al., 2016, Van 

Nieuwenhuyse et al., 2017). Besonders häufig kommt es im Bereich der Pulmonal-

venen zu VHF, da dort eine kürzere AP-Dauer mit einem höheren Risiko für Nach-

depolarisationen vorherrscht (Patterson et al., 2006, Mahida et al., 2015). Die auto-

nome Fehlregulation als Auslöser des VHF könnte erklären, warum mittels Kathe-

terablation der atrialen Ganglienplexus einem erneuten Auftreten des VHF vorge-

beugt werden kann (Calo et al., 2012, Katritsis und Katritsis, 2014). Allerdings kann 
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eine vago-sympathische Stimulation auch eine Präventionsmöglichkeit gegenüber 

VHF darstellen (Sheng et al., 2011). 

Auf ventrikulärer Ebene verhält es sich dagegen anders: So wirkt der Sympathikus 

durch Veränderungen der Repolarisation des Herzens und Herabsetzen der Reiz-

schwelle für Kammerflimmern dort proarrhythmisch (Zipes und Rubart, 2006, Shen 

und Zipes, 2014). Vor allem unter hypoxischen Bedingungen bzw. einer kardialen 

Ischämie ist dabei das Risiko für Arrhythmien erhöht (Mehra und Redline, 2014, Hall 

et al., 2016). Dies beruht auf dem durch die Hypoxie hervorgerufenen Axonwachs-

tum und der dadurch veränderten, erhöhten sympathischen Innervation (Li und Li, 

2015, Rajendran et al., 2016) sowie dem zellulären Umbau nach Ischämie (Xie et 

al., 2013, Heusch et al., 2014). Der Parasympathikus dagegen hat auf ventrikulärer 

Ebene einen antiarrhythmischen Effekt, vermittelt über eine Reduktion der Herzfre-

quenz, Verlängerung der AP-Dauer (Zhao et al., 2012, Yamakawa et al., 2015) und 

durch zum Sympathikus antagonistische Effekte (Brack et al., 2013). Zusätzlich 

scheint der anti-inflammatorische Einfluss des Parasympathikus die Entstehungs-

wahrscheinlichkeit von Arrhythmien zu verringern (Tracey, 2002, Huang et al., 

2015). Dies könnte bei Entzündungen des Herzens wie der Myokarditis oder post-

infarziell und der in diesem Status erhöhten Anfälligkeit für Arrhythmien von Rele-

vanz sein (Corrado et al., 2001, Francis Stuart et al., 2016).
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2.1.7 Architektur des kardialen Nervensystems 

Die neuronale kardiale Innervation unterliegt einer hierarchisch geordneten Kon-

trolle (s. Abbildung 3): Vereinfacht ist diese aufgeteilt in drei zusammenspielende 

Kontrollebenen, bestehend aus dem ZNS, den intrathorakalen extrakardialen sowie 

den intrinsischen kardialen Ganglien (intrakardiale Ganglien) (Armour, 2004, 

Beaumont et al., 2013).  

Die Afferenzen des Herzens werden über afferente Neurone innerhalb der intrakar-

dialen Ganglien auf lokale Interneurone umgeschaltet (Armour, 2008). Über die In-

terneurone können sowohl die efferenten sympathischen Neuone (ESN), als auch 

die efferenten parasympathischen Neurone (EPN) angesteuert werden, welche ef-

ferent zum Herzen projizieren (Armour, 2008). Gleichzeitig erhalten die Interneu-

rone Efferenzen aus der Medulla oblongata und von den ESN der intrathorakalen 

Ganglien (Foreman et al., 2000, Fukuda et al., 2015). Letztere besitzen auch direkte 

Verbindungen zum Herzen (Armour, 2008). 

Weiterhin gelangen Signale des Herzens über afferente Neurone der intrathoraka-

len Ganglien zu den lokalen Interneuronen bzw. direkt zu den ESN des intrathora-

kalen Systems (Armour und Hopkins, 1990, Ardell et al., 2016). Außerdem finden 

sich kardiale Afferenzen über die afferenten Neurone der Spinalganglien bzw. des 

Ganglion nodosum zum ZNS (Fukuda et al., 2015). Dabei sind Rückenmark, 

Medulla oblongata und höhere Zentren des ZNS sowohl afferent als auch efferent 

miteinander verbunden (Gray et al., 2007, Foreman et al., 2015). Durch efferente 

Projektionen vom ZNS sowohl auf die lokalen Interneurone als auch direkt auf sym-

pathisch und parasympathisch efferente Neurone der beiden Ganglienregionen 

kann die Herzaktion kontrolliert werden (Southerland et al., 2012, Beaumont et al., 

2013). Ein Informationsfluss in Richtung des ZNS ist über afferente Projektionen der 

lokalen Interneurone des intrathorakalen Systems zum Rückenmark möglich (Ardell 

et al., 2016). Die enge Verknüpfung des Herzens mit dem ZNS zeigt sich auch 

dadurch, dass neuronale Erkrankungen bzw. Schäden (z. B.: ein Apoplex) sich un-

mittelbar auf die Herzaktion auswirken können (Tahsili-Fahadan und Geocadin, 

2017). 
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Abbildung 3: Neuronale Hierarchie der kardialen Innervation 
Schematische Darstellung der neuronalen Verschaltungen von ZNS, thorakalen und kardi-
alen Ganglien zur Innervation des Herzens (modifiziert nach Fukuda et al. und Ardell et al. 
(Fukuda et al., 2015, Ardell et al., 2016)). Die Afferenzen des Herzens (blaue Pfeile) werden 
über afferente Neurone (AN) des Ganglion spinale (SG) an das Rückenmark bzw. des 
Ganglion nodosum (GN) an die Medulla oblongata geleitet. Diese Informationen werden auf 
Ebene des ZNS verarbeitet. Darüber hinaus verlaufen afferente Nerven des Herzens zu 
den AN der intrinsischen kardialen (ICG) und intrathorakalen, extrakardialen Ganglien 
(IEG). Über die lokalen Interneurone (LIN) bestehen Verbindungen zu den efferenten sym-
pathischen Neuronen (ESN) dieser Ganglien, auf Ebene der ICG auch zu den efferenten 
parasympathischen Neuronen (EPN). Die EPN und ESN beeinflussen die Herzaktion über 
efferente Verbindungen zum Herzen (rote Pfeile). Gleichzeitig unterliegen sie der Kontrolle 
der höheren Zentren, entweder über eine vorherige Umschaltung über die LIN oder über 
direkte efferente Verbindungen. Die LIN der ICG sind in diesem Modell das zentrale Integ-
rationszentrum sowohl der Afferenzen des Herzens als auch der Efferenzen des ZNS und 
der IEG. 

 

2.2 Ganglionäre Nervenzellplexus am Herzen 

2.2.1 Aufbau und Lage der Ganglienplexus 

Die intrinsischen kardialen Ganglien (ICG) sind in Gruppen, als sog. Plexus, orga-

nisiert, die sich im epikardialen Fettgewebe befinden (Wake und Brack, 2016). Die 

ICG sind über zwischengeschaltete Nerven und Ganglien miteinander verbunden 

(Armour et al., 1997), ferner bestehen Verbindungen zwischen den Neuronen eines 

Ganglions über Interneurone, auch local circuit neurons genannt (Armour, 1994). 

Es wurden unterschiedliche Angaben bezüglich der genauen Anzahl der GPs im 



2 Einleitung 

16 
 

menschlichen Herzen gemacht: Pauza et al. wiesen dabei sieben Plexus nach 

(Pauza et al., 2000), Armour et al. unterschieden insgesamt fünf atrial und fünf 

ventrikulär gelegene Plexus mit möglichen Übergängen zwischen diesen (Armour 

et al., 1997). Diese umfassen die von Pauza et al. beschriebenen Plexus (s. Abbil-

dung 4): Auf Höhe der Atrien finden sich der superiore rechtsatriale GP (RAGP), der 

dem kranialen, posterioren Anteil des rechten Atriums anliegt. Der posteriore 

rechtsatriale GP (RIGP) ist dagegen kaudo-medialer, am Sulcus interatrialis zu fin-

den. Zwischen dem posterioren Anteil des linken Atriums und den Pulmonalvenen 

liegt der superiore linksatriale GP (LSGP), weiter medial der posteromediale link-

satriale GP (PMLAGP). An der postero-lateralen Seite des linken Atriums, oberhalb 

des Sulcus coronarius, liegt der posterolaterale linksatriale GP (PLLAGP). RIGP 

und LSGP werden durch ihre Verbindung auf Höhe des Septum interatriale auch 

als septum-interatrialer-Ganglienplexus bezeichnet (s. Abbildung 4) (Armour et al., 

1997). 

Die Bezeichnungen der ventrikulären GPs sind in Relation ihrer Lage zu den Gefä-

ßen gewählt. So liegt der Aortenwurzel-Ganglienplexus (AR-GP) im Fettgewebe um 

die Aortenwurzel, der anteriore absteigende Ganglienplexus (AD-GP) in unmittelba-

rer Nähe zur Wurzel des Ramus interventricularis anterior RIVA der linken Koronar-

arterie. Der posteriore absteigende Ganglienplexus (PD-GP) ist nahe dem Ursprung 

des Ramus interventricularis posterior (RIVP) der rechten Koronararterie lokalisiert. 

Zuletzt finden sich, benachbart zur Wurzel des Ramus marginalis dexter der rechten 

Koronararterie, der rechts-marginale Ganglienplexus (RAM-GP) sowie der links-

marginale Ganglienplexus (OM-GP) am Ramus marginalis sinister (Armour et al., 

1997).
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Abbildung 4: Topographische Übersicht über die Ganglienplexus des menschlichen Herzens 
Schematische Darstellung der Lage der epikardialen Ganglienplexus des menschlichen Herzens in der Ansicht von dorsal (A) und von kranial (B). 
Die intrakardialen Ganglien (rote Punkte) sind in atrialen und ventrikulären Plexus organisiert. 
AD-GP: anteriorer absteigender Ganglienplexus, Ao: Aorta, AR-GP: Aortenwurzel-Ganglienplexus, CS: Sulcus coronarius, LAA: linkes Herzohr, 
LSGP: superiorer linksatrialer Ganglienplexus, LV: linker Ventrikel, OM-GP: links-marginaler Ganglienplexus, PD-GP: posteriorer absteigender 
Ganglienplexus, PLLAGP: posterolateraler linksatrialer Ganglienplexus, PMLAGP: posteromedialer linksatrialer Ganglienplexus, Pve: Pulmonalve-
nen, RAGP: superiorer rechtsatrialer Ganglienplexus, RAM-GP: rechts-marginaler Ganglienplexus, RIPG: posteriorer rechtsatrialer Ganglienplexus, 
RV: rechter Ventrikel, TP: Truncus pulmonalis, VCI: Vena cava inferior, VCS: Vena cava superior  
(modifiziert nach Armour et al. (Armour et al., 1997), Abkürzungen entsprechend der gängigen englischen Nomenklatur). 
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Die Nervenfasern des extrinsischen Anteils der autonomen kardialen Innervation 

gelangen über die zwei Seiten des Herzhilums zu ihren Zielstrukturen im Herzen 

(Pauza et al., 1997a). Dabei erreichen die Nervenfasern der atrialen Seite des Herz-

hilums (das heisst (d. h.) im Bereich der Aorta ascendens und des Truncus pulmo-

nalis) v. a. die Ventrikel des Herzens, die Nervenfasern der venösen Seite (d. h. im 

Umfeld der Venae cavae und der Pulmonalvenen) dagegen zusätzlich auch die At-

rien des Herzens (Pauza et al., 2000). 

Die Nervenfasern verlaufen auf sieben differenzierbaren Routen innerhalb des Epi-

kards und können auch die am Herzhilum lokalisierten Ganglien erreichen, meist 

nachdem sie sich aufgezweigt haben: Die vom arteriellen Teil des Herzhilums kom-

menden Nerven verlaufen dabei entlang des Sulcus coronarius, jeweils rechts- bzw. 

linksseitig. Die am venösen Teil des Herzhilums verlaufenden Nerven dagegen zie-

hen entlang des Sulcus interatrialis anterior und des zwischen Vena cava superior 

und rechter oberer Pulmonalvene gelegenen Sulcus zum rechten Atrium. Ein wei-

terer Weg führt über die linksatriale Nervenrinne zur lateralen Seite des linken Atri-

ums. Zum linken Ventrikel und Atrium ziehen die Nerven über die ventrale sowie 

dorsale Oberfläche des linken Atriums. Diese so verlaufenden Nerven sind dabei 

durch ihre geringere Dicke von denen zu unterscheiden, die aus den epikardialen 

Ganglien ziehen und direkt das Myokard durchdringen, um ihre Zielstrukturen zu 

erreichen. Erstere sind daher präganglionäre, letztere postganglionäre Nervenfa-

sern zu bezeichnen (Pauza et al., 2000). 

 

2.2.2 Funktionen der Ganglienplexus 

Die intrakardialen GPs sind an der Verarbeitung von Informationen der intrathora-

kalen Ganglien, des ZNS sowie des Herzens selbst beteiligt und dadurch von(patho-

)physiologischer Bedeutung (Armour, 2008, Wake und Brack, 2016). Wurden sie 

zunächst als „Relaisstation“ parasympathischer Innervation verstanden und ihnen 

daher ein rein parasympathischer Charakter zugeschrieben (Randall, 2000), so ist 

heute klar, dass sie u. a. an der Regulation der Herzfrequenz, der AV-Knoten-Über-

leitungszeit und der -refraktärzeit beteiligt sind (Randall et al., 2003, Hou et al., 

2007a). Zudem enthalten sie sowohl parasympathische als auch sympathische Ner-

venfasern (Rysevaite et al., 2011b). 
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Die in den Ganglien gelegenen ICN scheinen an der Ausführung von Reflexen mit 

einer sehr kurzen Latenz (bis zu 40 Millisekunden) beteiligt zu sein, wodurch die 

kardialen Parameter wie Auswurf und Herzfrequenz schlaggenau gesteuert werden 

können (Armour, 2008). Dadurch sind die ICN in der Lage, auch ohne den Einfluss 

des ZNS oder der intrathorakalen Ganglien, die Herzaktion suffizient zu koordinie-

ren und elektrische Stabilität zu gewährleisten (Armour, 2008, Fukuda et al., 2015). 

Eine autarke Regulation der kardialen Parameter durch ICN wird sogar bei vollstän-

diger Dezentralisation vermutet (Ardell et al., 1991), wie z. B. im Rahmen von Lan-

gendorff-Versuchen (Allen et al., 2018).  

Den Großteil der ICN stellen die Interneurone dar, welche sowohl Neurone eines 

einzelnen Ganglions, als auch solche verschiedener Ganglien miteinander verbin-

den (Beaumont et al., 2013). Somit besteht die Möglichkeit zur Kommunikation und 

Beeinflussung der Ganglien untereinander über ein dichtes neuronales Netzwerk 

(Lee et al., 2018). Durch dieses sind ICN größerer GPs in der Lage, mechanische 

und elektrische Aktionen jeder Herzkammer zu steuern, selbst dann, wenn keine 

direkte Innervation zu der entsprechenden Herzregionen besteht (Armour, 2004, 

Liao et al., 2015). Aber es konnte auch gezeigt werden, dass einzelne GPs unab-

hängig und selektiv die Herzaktion beeinflussen (Allen et al., 2018). Durch die enge 

Vernetzung der GPs kann ein möglicher Ausfall einzelner Neuronengruppen ohne 

Steuerungsverlust kompensiert werden (Armour, 2008). 

Feine Kommissurfasern, die die Ganglien bzw. GPs untereinander verbinden, wei-

sen ebenfalls auf eine Kommunikation der Ganglien bzw. Nervenzellen untereinan-

der hin (Wake und Brack, 2016). Diese Komissurfasern befinden sich u. a. am Herz-

hilum, benachbart zu den dort verlaufenden Venen, als auch am Conus arteriosus 

(Übergang von rechter Herzkammer in den Truncus pulmonalis) (Rysevaite et al., 

2011a, Saburkina et al., 2014). Die Annahme einer Verbindung der GPs unterei-

nander wurde durch verschiedene funktionelle Beobachtungen bestärkt: So konnte 

eine Kommunikation zwischen dem RAGP und dem LSGP zur Modifikation der Si-

nusknotenfunktion, als auch eine Veränderung letzterer durch Stimulation dieser 

GPs aufgezeigt werden (Hou et al., 2007b, Liao et al., 2015). Weitere Untersuchung 

zeigten, dass der LSGP sowohl über direkte Verbindungen zum RAGP und Sinus-

knoten verfügt, aber auch eine Verbindung zum GP um die Aorta bzw. Vena cava 

superior besitzt, über die ebenfalls der Sinusknoten beeinflusst werden kann (Moss 
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et al., 2013). Ähnliche Netzwerke der GPs zeigten sich auch in Bezug auf den AV-

Knoten: Dabei werden die Effekte anderer GPs auf die AV-Knotenfunktion durch 

Ablation des rechten unteren Ganglienplexus (RLGP) aufgehoben. Werden dage-

gen andere GPs durch Ablation ausgeschaltet, der RLGP aber nicht, kann der AV-

Knoten weiterhin moduliert werden (Malcolme-Lawes et al., 2016). Der RLGP dient 

daher als Knotenpunkt der AV-Knotenmodulation und steht in Kommunikation mit 

anderen GPs. Neuere Visualisierungs- und Stimulationsmethoden (wie z. B. tissue-

clearing und optogenetische Stimulation) ermöglichen die Identifikation weiterer 

funktioneller Verbindungen zwischen Ganglien und die Herzaktion koordinierenden 

Strukturen: So wurde z. B. in Mäusen im Bereich der inferioren Pulmonalvenen ein 

Ganglion entdeckt, welches eine Verbindung zum Sinusknoten aufweist und durch 

dessen Stimulation die Herzfrequenz erniedrigt wird (Rajendran et al., 2018).  

Neben der so durch die ICN gewährleisteten schnellen Regulationsebene scheinen 

die medullären und spinalen Neurone für eine Regulation mit langer Latenz verant-

wortlich zu sein, die intrathorakal gelegenen Ganglien für solche mit mittlerer Latenz 

(Armour, 2008). Die Signale dieser neuronalen Ebenen werden in den intrakardialen 

GPs moduliert und mit denen des intrakardialen Systems zusammengeschlossen 

(Hou et al., 2007a). Weitere Regulierungsebenen des kardiovaskulären Systems 

spielen sich auf der neurohumoralen Ebene ab, z. B. durch das Renin-Angiotensin-

Aldosteron-System oder das atriale natriuretische Peptid (Middlekauff und Mark, 

1998, Zucker et al., 2012).  

Das so aufgebaute System aus verschiedenen Regulationsebenen gewährleistet 

eine große Flexibilität: Dabei ermöglicht die lokale Interaktion der ICN untereinander 

über Interneurone zusammen mit den Einflüssen der übergeordneten Zentren eine 

effektive, reflexartige Modulation elektrischer und mechanischer Herzparameter 

(Beaumont et al., 2013). Gleichzeitig ist aber auch die Beeinflussung dieser Para-

meter durch höhere Zentren über die efferenten Verbindungen zu den intrathoraka-

len und intrakardialen Ganglien gesichert (Beaumont et al., 2013): Die afferenten 

Signale verschiedener Rezeptoren (z. B. der Chemo- und Druckrezeptoren der Glo-

merula aortica und des Glomerulum caroticum), der Niere, der Muskulatur und an-

derer Strukturen, die keine direkte Verbindung zum Herzen besitzen, werden zentral 

verarbeitet (Ardell et al., 2016). Über die efferenten Projektionen des ZNS zum Her-

zen kann die kardiale Funktion entsprechend dieser Signale (z. B. bei körperlicher 
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Aktivität oder Hypoxie) moduliert werden (Ardell et al., 2016). Diese Anpassung der 

kardialen Leistung an extrakardiale Anforderungen (auch psychologischer Faktoren 

(De Morree et al., 2013)) über die Integration der Signale im ZNS dient der Homöo-

stase (Dampney, 2016). Dies zeigt sich auch am Beispiel der Lunge: So steht das 

Atemminutenvolumen in sehr enger, wechselseitiger Beziehung zum kardialen Aus-

wurf, was u. a. durch präganglionäre vagale Neurone reguliert wird (Spyer, 1994). 

Diese Regulation kann jedoch, z. B. durch den Tauchreflex, unterbrochen werden 

(Michael Panneton, 2013). Bei pathologischen Veränderungen des ZNS (z. B. bei 

einem Apoplex) kann es aufgrund der veränderten Signalintegration ebenfalls zu 

pathologischen Veränderungen der Herzfunktion, wie etwa Arrhythmien oder plötz-

lichem Herztod, kommen (Taggart et al., 2016). So kann etwa im Rahmen einer 

Epilepsie durch einen anhaltenden, nicht-selbstlimitierenden Anfall zunächst eine 

leichte, dann eine moderate bis schwere Hypoxie (auch am Herzen selbst) ausge-

löst werden, woraus wiederum ein Kammerflimmern resultieren kann (Stewart, 

2018). 

Für einige intrakardiale Ganglien ließen sich bereits Effekte auf spezifische Berei-

che des Herzens und damit auf die Herzaktion charakterisieren: So haben etwa die 

ICG im Bereich der Pulmonalvenen einen regulierenden Einfluss auf den Sinuskno-

ten (Zarzoso et al., 2013). Bei Ablation von RIGP, LSGP und RAGP konnte eine 

Verlangsamung des Sinusrhythmus, der ventrikulären Schlagfrequenz sowie der 

AV-Überleitungszeit beobachtet werden (Hou et al., 2007a). Damit einhergehend 

kann die Herzfrequenz auch durch chemische Stimulation (Nikotin, Atropin, Me-

toprolol) v. a. des RAGP beeinflusst werden (Brack, 2015). Auch konnte durch hoch-

frequente Stimulation in direkter Umgebung des Sinusknoten eine Sinustachykardie 

ausgelöst und somit der Einfluss der dort gelegenen intrakardialen Nervenfasern 

auf den Sinusknoten nachgewiesen werden (Eickholt et al., 2013). Ferner wurde 

gezeigt, dass selektiv intrakardiale Nervenfasern auf Höhe des Sulcus coronarius 

via Katheter stimuliert werden können und dadurch die Kontraktilität des linken 

Ventrikels steigt, ohne aber den rechten Ventrikel oder den Gefäßtonus zu beein-

flussen (Meyer et al., 2010). Eine solche Verbindung zwischen atrialen ICN und den 

Ventrikeln wurde sowohl auf funktioneller Ebene als auch morphologisch nachge-

wiesen (Jungen et al., 2017). 
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Überdies spielen ICN in der Pathophysiologie rhythmologischer Erkrankungen eine 

bedeutende Rolle, z. B. bei VHF: dieses wird häufig durch die gemeinsame Aktivität 

der höheren Zentren und der ICN ausgelöst, allerdings kann dies auch allein durch 

die ICN geschehen (Shen und Zipes, 2014). Wird die Verbindung zwischen ICN und 

höheren Zentren z. B. durch Ablation der Nervenverbindung getrennt, ist sogar eine 

erhöhte Rate an VHF beobachtbar, die nur auf die ICN zurückführbar ist (Lo et al., 

2013).  

Die Katheterablation stellt eine wichtige Möglichkeit zur Therapie des symptomati-

schen Vorhofflimmerns, alternativ zu oder bei unzureichendem Erfolg einer medika-

mentösen antiarrhythmischen Therapie, dar (Xu et al., 2016). Dabei werden mit Hilfe 

eines Katheters, offen operativ oder in einer Hybrid-Variante dieser Verfahren 

(Driver und Mangrum, 2015) unter Anwendung verschiedener Energieformen (Ra-

diofrequenzstrom, Kälte, Laser) Lungenvenen und linker Vorhof elektrisch vonei-

nander isoliert (Pulmonalvenenisolation, PVI) (Mujović et al., 2017). Weitere, das 

VHF auslösende Areale im Bereich der Vorhöfe können zusätzlich abladiert werden 

(Kirchhof und Calkins, 2017). Im Rahmen dieser Ablationsverfahren lassen sich re-

gelmäßig durch das autonome Nervensystem vermittelte Effekte beobachten, so z. 

B. Sinusbradykardien bis hin zum Sinusarrest (mit Schrittmacherindikation) (Killu et 

al., 2016). Wahrscheinlich sind diese Effekt durch Stimulation der ICN ausgelöst 

(Hu et al., 2014).  

Eine gezielte Modulation der ICN zur Therapie des VHF wurde bereits von mehreren 

Gruppen untersucht (Pokushalov et al., 2009, Choi et al., 2017) und scheint einen 

positiven Einfluss auf die VHF-Freiheit zu haben. In Kombination mit der PVI kann 

sogar eine deutlich höhere Rate an VHF-Freiheit erreicht werden als mit der PVI 

allein (Turov et al., 2010, Kampaktsis et al., 2017). Allerdings wurden auch 

proarrhythmische Effekte nach Ablation der ICN wie der Anstieg der Herzfrequenz 

(Schauerte et al., 2001), eine erhöhte Anfälligkeit für atriale (Lo et al., 2013, Mao et 

al., 2014) sowie ventrikuläre Extrasystolen und Arrhythmien beobachtet (Osman et 

al., 2010, Jungen et al., 2017). Letztere werden auf ein Ungleichgewicht der auto-

nomen Innervation der Ventrikel zugunsten des Sympathikus nach Ablation der v. 

a. parasympathischen ICN im Bereich der Vorhöfe zurückgeführt (He et al., 2013). 

Die so entstehende sympathische Hyperinnervation der Ventrikel kann zu einem 
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Umbau der neuronalen Struktur des Herzens mit erhöhter Wahrscheinlichkeit eines 

plötzlichen Herztodes führen (Fukuda et al., 2015).  

 

2.3 Rolle der Hypoxie in der kardialen Pathophysiologie 

2.3.1 Pathogenese der Hypoxie 

Wenn der Sauerstoffbedarf des Herzens das vorhandene Angebot übersteigt, 

spricht man von einer Hypoxie (Banchero, 1987). Diese kann z. B. bei inadäquater 

Koronarperfusion im Rahmen von Gefäßspasmen, koronarer Herzerkrankung 

(KHK) oder beim Myokardinfarkt (MI) auftreten (Remme, 2000, Hung et al., 2014). 

Letzterer lässt sich in insgesamt fünf Typen unterteilen, wobei der Zelltod durch eine 

anhaltende Ischämie als Definition grundlegend ist (Thygesen et al., 2018). Die wei-

tere Einteilung richtet sich nach der Ursache der Hypoxie, auch iatrogen bedingte 

Hypoxie wird berücksichtigt (Thygesen et al., 2018).  

Darüber hinaus gibt es nicht-kardiale Erkrankungen, die eine Hypoxie bedingen 

können: Sepsis, Chronisch Obstruktive Lungenerkrankung (COPD), Obstruktives 

Schlafapnoesyndrom (OSAS), chronisches Nierenversagen (CKD), u. a. (Ferreira 

et al., 2015). Die Hypoxie beruht dabei auf einer verminderten Oxygenierung des 

Blutes (COPD, OSAS) (Macnee et al., 2008, Dewan et al., 2015) bzw. auf einer 

Anämie durch erniedrigte Produktion von Erythropoetin (CKD) (Kazory und Ross, 

2009). Im Falle einer Sepsis ist die Hypoxie auf die Kombination aus Minderperfu-

sion des Gewebes, erniedrigtem Sauerstoffgehalt des Blutes sowie auf eine Mito-

chondrienstörung durch Zytokine zurückzuführen (Loiacono und Shapiro, 2010, 

Farmakis et al., 2014).  

 

2.3.2 Pathophysiologische Veränderungen durch Hypoxie 

Eine typische Folge der kardialen Hypoxie stellt das Vorhofflimmern dar: So wurde 

bereits zu Beginn der zweiten Hälfte des 20. Jahrhunderts ein Zusammenhang zwi-

schen der Entstehung von (atrialen) Arrhythmien und einer Hypoxie entdeckt 

(James, 1961). Dieser Zusammenhang wurde in weiteren Untersuchungen bekräf-

tigt (Gramley et al., 2010, Lu et al., 2013). Auch nach kardiochirurgischen Eingriffen, 

wie einem koronaren Bypass, traten bei vielen Patienten Vorhofflimmern auf (Frost 
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et al., 1992). Dies kann auf die Ischämie und Reperfusion respektive (resp.). die 

Hypoxie und Reoxygenierung des Gewebes zurückgeführt werden (Lin et al., 2012). 

Auch bei intermittierender Hypoxie, wie etwa im Rahmen des OSAS, steigt das Ri-

siko für Arrhythmien (Zhang et al., 2015). 

Die grundlegenden Veränderungen durch die Hypoxie sind wie folgt: Wird myokar-

diales Gewebe einer Hypoxie ausgesetzt, kommt es zu einem erhöhten Austritt von 

Kalium (K+) aus der Zelle, um einen Einstrom von Kationen, vornehmlich Natrium 

(Na+), auszugleichen (Remme und Wilde, 2000). Die Umverteilung des K+ wird zu-

sätzlich durch sinkende Konzentrationen von Adenosintriphosphat (ATP) (siehe un-

ten (s. u.)) innerhalb der Zellen durch Öffnung eines ATP-sensitiven K+-Kanals ge-

fördert. Die der Hypoxie ausgesetzten Zellen depolarisieren, u. a. durch diese ver-

änderte K+-Verteilung (Ghuran und Camm, 2001).  

Da die Zellen durch fehlende Sauerstoffzufuhr auf eine anaerobe Energiegewin-

nung angewiesen sind und es folglich zur ATP-Hydrolyse kommt, fallen Protonen 

(H+) und Laktat im extrazellulären Kompartiment an. Es kommt ferner zu einer Frei-

setzung von Katecholaminen und einem Anstieg der CO2-Konzentration innerhalb 

der Zelle. Daneben steigt intrazellulär die Konzentration von Na+, Ca2, Magnesium 

und zyklischem Adenosinmonophosphat (cAMP) bei inaktivierten ATP-abhängigen 

Ionenpumpen an (Kalogeris et al., 2012). Der pH-Wert fällt dadurch intrazellulär ab, 

es entsteht eine Azidose. Aus diesen Veränderungen resultieren auch veränderte 

Ionenströme über die Zellmembran, was die elektrophysiologischen Eigenschaften 

der Zelle an sich und des Zellverbandes verändert: Es kommt zu einer Abnahme 

der Überleitungsgeschwindigkeit der Zellen, auch die Dauer des APs ist verkürzt. 

Im weiteren Verlauf der Hypoxie kommt es zu einer Abnahme der Amplitude des 

APs und zu einer veränderten Refraktärzeit der Zellen (Corr und Yamada, 1995, 

Shimoda und Polak, 2011).  

Es entstehen durch die besonders gegenüber der AP-Verkürzung sensiblen, epi-

kardialen Zellen regional unterschiedlich lange APs. Dies kann letztlich zu kreisen-

der Erregung führen. Zusätzlich kann es zu einer abnormen Erregbarkeit kommen, 

d. h. auch Nicht-Schrittmacherzellen können eine elektrische Spontanaktivität auf-

weisen (Remme und Wilde, 2000). Diese Veränderungen zeigen sich nicht alle 

gleichzeitig unmittelbar nach Auftreten der Hypoxie, jedoch ist mit zunehmender 

Hypoxiedauer mit ihrem Auftreten zu rechnen (Ghuran und Camm, 2001). 
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Durch das hypoxiebedingte Absinken des intrazellulären pHs durch Protonen wird 

über den Na+-H+-Austauscher vermehrt Na+ in die Zelle gebracht, welches über den 

Na+-Ca2+-Austauscher wieder nach extrazellulär transportiert wird. Dadurch kann 

es zu einer Akkumulation von Ca2+ in der Zelle kommen, was zu einer Auslösung 

von verzögerten Nachdepolarisationen (DADs) führen kann (Baumeister und Quinn, 

2016). Dies sind Oszillationen des Membranpotenzials nach einer vollständigen Re-

polarisation nach einem AP. Bei einer kürzeren Herzzykluslänge nimmt die 

Amplitude und Frequenz von DADs zu, sodass ein durch sie ausgelöstes AP und 

damit auch die Entstehung einer Arrhythmie wahrscheinlicher wird (Akar und Akar, 

2007, Gaztañaga et al., 2012).  

Auf Ebene der intrakardialen Ganglien kommt es durch die Hypoxie zu einer Grö-

ßenzunahme der Neurone sowie zu einer verminderten Expression der Choli-

nacetyltransferase (ChAT) und einer vermehrten Expression des vasoaktiven intes-

tinalen Peptids (VIP) (Rajendran et al., 2016). Ferner wird durch eine Veränderung 

v. a. der local circuit neurons eine erhöhte Interaktion der ICN untereinander als 

Auslöser von Arrhythmien diskutiert (Ashton et al., 2018). 

Durch hypoxisch bedingte Anhäufung von Metaboliten wie ATP, Adenosin oder 

freien Radikalen kommt es zu einer verminderten Antwort gegenüber sensorischen 

Signalen (Armour, 1999). So ist etwa die Fähigkeit der Neurone eingeschränkt, In-

formationen über Veränderungen der kardialen Blutfüllung an andere Neurone wei-

terzuleiten, es kommt zu einer eingeschränkten Kommunikation über das neuronale 

Netzwerk (Rajendran et al., 2016). Dagegen zeigten in den Untersuchungen von 

Beaumont ventrikuläre, von einer Hypoxie betroffene Neurone eine erhöhte An-

sprechbarkeit auf afferente Signale vom Herzen (Beaumont et al., 2013). 

Demgegenüber ist die Weiterleitung autonomer Einflüsse (via Stimulation des Ner-

vus vagus oder Ganglion stellatum) durch die Neurone nach Hypoxie bzw. MI nicht 

verändert (Rajendran et al., 2016). Diese funktionellen Veränderungen sind bedingt 

durch ein Remodelling der afferenten Neurone. Betroffen sind jedoch nur Neurone, 

die unmittelbar im Hypoxie- bzw. Infarktgebiet liegen (Rajendran et al., 2016).  

Nach Reperfusion des Gewebes und dem damit verbundenen Abtransport der an-

gehäuften Metabolite können diese die nachgeschalteten, nicht direkt von der Hy-

poxie betroffenen Neurone erreichen und sie beeinflussen (Armour, 1999, Gourine 
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und Gourine, 2014). Die neuronalen Innervationsebenen sind insofern von einer 

Hypoxie betroffen, als dass Spinalganglienneurone durch Hypoxie aktiviert werden 

und eine Veränderung der sympathischen Innervation des Herzens bewirken kön-

nen (Armour, 1999). 

 

2.4 Ziel der Arbeit 

Durch Weiterentwicklung der Isolationstechnik der ICN sowie Modulierung der Um-

gebungsvariablen kann die neuronale Plastizität der ICN unter beispielhaften phy-

siologischen sowie pathophysiologischen Bedingungen weiter untersucht werden. 

Die vorliegende Arbeit hatte zum Ziel: 

1) eine Methode zur gemeinsamen Kultivierung von ICN und atrialen Myozyten 

zu etablieren 

2) den Einfluss einer passageren Hypoxie auf das Neuritenwachstum der ICN 

in Kokultur mit atrialen Myozyten zu charakterisieren  
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3. Material und Methoden 
 

3.1 Versuchstiere 

Die im Rahmen dieser Untersuchung zur Materialgewinnung notwendigen Gewebe- 

und Organentnahmen wurden durch die jeweiligen Aufsichtsbehörden gemäß § 8 

Absatz 1 Tierschutzgesetz genehmigt (Bezirksregierung Düsseldorf: O47-90; Be-

zirksregierung Hamburg: ORG_732_HCN4). Die Versuche wurden an der Heinrich-

Heine-Universität Düsseldorf sowie am Universitätsklinikum Hamburg-Eppendorf 

durchgeführt. Die Untersuchungen wurden durch den lokalen Tierschutzbeauftrag-

ten kontrolliert. Die Beschaffung, Haltung und veterinärmedizinische Betreuung der 

Tiere unterlag bis zum Tag der Versuchsdurchführung den Instituten für Versuchs-

tierkunde der Heinrich-Heine-Universität Düsseldorf und des Universitätsklinikums 

Hamburg-Eppendorf.  

Um einen möglichst homogenen Versuchsablauf und Versuchsergebnisse zu erzie-

len, wurden nur männliche C57Bl/6 Mäuse im Alter von 12 bis 16 Wochen mit einem 

Gewicht von 25 bis 32 g untersucht. Diese wurden unter konstanten Bedingungen 

bei 24 °C einer Luftfeuchtigkeit von 45-65% und einem Tag-Nacht-Rhythmus von 

12 Stunden in einem offenen Käfigsystem mit einer Grundfläche von minimal 

100cm² pro Tier in Gruppen von maximal 5 Tieren gehalten. Futter und Wasser 

standen nach Belieben zur Verfügung. Die Haltungsbedingungen entsprachen den 

Empfehlungen der GV-Solas zur tiergerechten Haltung von Labormäusen, Stand 

2014. 

Die Untersuchungen der vorliegenden Arbeit sind allesamt an der Maus erfolgt.  

Es wurde die Maus als Versuchstier gewählt, da sie in der kardiologischen For-

schung als Standardmodell durch ihren dem Menschen sehr ähnlichen kardiolo-

gisch-anatomischen Aufbau und ihren elektrophysiologischen Eigenschaften etab-

liert ist (Hasenfuss, 1998, Doevendans et al., 1998, Church et al., 2009). Auch sind 

relevante Vorarbeiten bzw. Versuche an der Maus erfolgt (Hoard et al., 2007, Pauza 

et al., 2012, Verkerk et al., 2012). 
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3.2 Herstellung von Paraffinschnitten 

Für die lichtmikroskopischen und immunhistochemischen Färbungen wurden wie 

folgt Paraffinschnitte hergestellt:  

Zuerst wurde das Herz-Lungen-Paket, wie unter 3.5.2 beschrieben, entnommen 

und die Lungenflügel sowie der Thymus entfernt. Die Herzen wurden dann für 14-

18 Stunden in Zentrifugenröhrchen (50 ml) mit Histofix (4 %) fixiert, mit 1 x phos-

phatgepufferte Salzlösung (phosphat buffered saline, PBS) für 15 Minuten gespült 

und mit einer aufsteigenden Isopropanol-Reihe entwässert (24 Stunden in 70 % 

Isopropanol bei 4 °C, jeweils 2 Stunden in 80 %, 90 %, 96 % und 100 % Isopropanol 

sowie 14-16 Stunden in 100 % Xylol bei Raumtemperatur). Dann wurden sie für 

6 Stunden in ein mit 60 °C warmem Paraffin gefüllten Becherglas in einen Heiz-

schrank gegeben, damit das Paraffin das Gewebe optimal durchsetzen konnte. 

Mit Hilfe von Pinzetten wurden die Herzen aus dem Becherglas entnommen, in Me-

tallformen überführt, entsprechend der gewünschten Lage ausgerichtet und mit dem 

erhitzten Paraffin übergossen. Die so gefüllten Metallformen wurden auf einer Kühl-

platte gelegt, sodass sich das Paraffin verfestigte. Nach gleichmäßigem Aushärten 

des Paraffins wurden die entstandenen Paraffinblöcke über Nacht bei 4 °C gelagert. 

Zur Herstellung der Paraffinschnitte wurden die Blöcke aus der Metallform gelöst 

und mit einem Mikrotom in Streifen von 6 – 10 µm Dicke geschnitten. Diese Streifen 

wurden jeweils einzeln mit einem Pinsel vom Mikrotom in ein Wasserbad mit Lei-

tungswasser und dann in ein 40 °C warmes Wasserbad transferiert.  

Nach Aufnahme mit einem Objektträger wurden die Schnitte über Nacht bei 37 °C 

im Inkubator getrocknet und anschließend bei Raumtemperatur bis zur Färbung ge-

lagert. 

 

3.3 Histologische Färbungen 

Das Ziel der histologischen Färbungen war es, die im Fettgewebe um das Herz 

befindlichen kardialen Ganglien bzw. ICN und ihren Verlauf mitsamt Kontakten zur 

Herzmuskulatur sowie anderen Nervengeflechten darzustellen. Als Standard zur 

Beurteilung einer adäquaten Färbezeit wurde jeweils ein Paraffinschnitt (Kleinhirn 

der Maus) wie die anderen Schnitte behandelt. 
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Die hergestellten Paraffinschnitte wurden mit Hämatoxylin-Eosin (HE) gefärbt: Die 

Schnitte wurden mit einer aufsteigenden Ethanol-Reihe rehydriert bzw. entparaffi-

niert (2 x 10 Minuten in 100 % Xylol, 2 x 10 Minuten in 100 % Ethanol, je 5 Minuten 

in 96 %, 70 % und 50 % Ethanol, 30 Sekunden in doppelt destilliertem Wasser, 

(H2Odd)). Bis zum Färben wurden die Schnitte in 1 x Tris-gepufferter Salzlösung 

(TBS) (s. Tabelle 2) aufbewahrt. 

Tabelle 2: Zusammensetzung der Tris-gepufferten Salzlösung für histologische Fär-

bungen 

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

Tris-gepufferte-

Salzlösung (TBS) 

Tris-Base 100 mM Kurz vor Gebrauch 

anzusetzen Natriumchlorid 1,5 M 

 (Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

Die entparaffinierten Schnitte wurden für 10 Sekunden in Mayers Hämalaunlösung 

getaucht, dann für 15 Sekunden in 60 °C warmem Leitungswasser gebläut 

(Avwioro, 2011). Die Qualität der Hämalaunfärbung wurde am Kleinhirnschnitt 

(sagittale Ausrichtung) anhand der Färbung der Kleinhirnkerne mikroskopisch über-

prüft. Dann wurden die Schnitte für 1 Minute in 1 % Eosin-Lösung (2 g Eosin auf 

200 ml Leitungswasser) gelegt, in H2Odd gewaschen und mit einer aufsteigender 

Ethanolreihe dehydriert (je 30 Sekunden in 70 % und 90 % Ethanol, je 2 Minuten in 

100 % Ethanol bzw. Xylol). Die Schnitte wurden mit Vitro-Clud eingedeckt und bei 

Raumtemperatur gelagert.  

Die Größe der gefundenen Ganglien wurde mit Hilfe einer Distribution der Bildbear-

beitungsanwendung Image-J vermessen (FIJI) und mit Microsoft Excel tabellarisch 

erfasst (Schindelin et al., 2012). Zur Kalibrierung der Längenreferenz wurde eine 

mikroskopische Aufnahme eines speziellen Plastiklineals mit Streckenabständen 

von 100 µm angefertigt. Dieser Abstand wurde in Pixeln erfasst, sodass ein Um-

rechnungsmaß von Pixel zu µm und umgekehrt erstellt werden konnte. Zur Mes-

sung der Ganglien konnten diese dann mit Hilfe der FIJI-Software mit dem Cursor 

nachgefahren werden. Über das zuvor erstellte Umrechnungsmaß konnte die 

Länge der Ganglien bestimmt werden. 
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3.4 Immunhistochemische Färbungen  

Um die gefundenen intrakardialen Ganglien charakterisieren zu können, wurden im-

munhistochemische Fluoreszenzfärbungen durchgeführt. 

Dieser Vorgang war in 6 Schritte gegliedert: 

1. Entparaffinierung 

2. Antigendemaskierung 

3. Permeabilisierung und „Blocken“ 

4. Inkubation mit dem Primärantikörper 

5. Inkubation mit dem Sekundärantikörper 

6. Eindeckeln 

Die Paraffinschnitte wurden, wie unter 3.3 beschrieben, entparaffiniert und bis zur 

Antigendemaskierung in TBS aufbewahrt. Dann wurde eine Antigendemaskierung 

mit dem angesetzten Citratpuffer (s. Tabelle 3) durchgeführt. Zwei weitere Puffer 

(Ethylendiamintetraessigsäure-Puffer (EDTA-Puffer) und Tris(hydroxymethyl)-ami-

nomethan-EDTA-Puffer (Tris-EDTA-Puffer)) wurden ebenfalls ausgetestet, waren 

jedoch dem verwendeten Citratpuffer in der finalen Signalqualität unterlegen. Allein 

bei Verwendung des Tyrosin-Hydroxylase-Antikörpers war die Antigendemaskie-

rung mit Citratpuffer optional (s. Tabelle 4) (genauere Angaben zu den Antikörpern 

sind im Anhang zu finden). 
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Tabelle 3: Zusammensetzung der für die Antigendemaskierung verwendeten Puffer  

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

Citratpuffer  

(10 mM) 

Zitronensäure 0,1 M 

9 ml Zitronensäure 

+ 41 ml Natriumci-

trat auf 500 ml 

H2Odd ansetzen, 

pH 6 titrieren Natriumcitrat 0,1 M 

EDTA-Puffer  

(2 mM) 
EDTA 2 mM 

Mit H2Odd auffüllen, 

pH 8 titrieren 

Tris-EDTA-Puffer 

TrisBase 10 mM 
Mit H2Odd auffüllen, 

pH 8 titrieren 
EDTA 1 mM 

Tween 20 0,05 % 

(Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

Tabelle 4: Antikörper und geeignete Puffer zur Antigendesmaskierung 

Antikörper Geeignete Puffer 

Beta-III-Tubulin Citrat-Puffer 

Neurofilament H Citrat-Puffer 

Smooth Muscle Actin Citrat-Puffer 

Tyrosin-Hydroxylase 
Keine Antigendemaskierung nötig  

(ggf. Citrat-Puffer) 

 (Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

Die Schnitte wurden in ein Metallgestell überführt und in einen Dampfkochtopf mit 

1,5 Liter des entsprechenden, zuvor hergestellten Puffers gegeben. Nach Erreichen 

des nötigen Drucks und einer Temperatur von 120 °C, verblieben die Schnitte für 

10 Minuten im Dampfkochtopf. Anschließend wurden die Schnitte mit Leitungswas-

ser abgekühlt und noch 3 x 5 Minuten in TBS gewaschen. Die Permeabilisierung 

erfolgte mit 0,2 % Triton-X-100 in TBS für 10 Minuten. Nach erneutem Waschen (3 

x 5 Minuten in TBS) wurden die Objektträger in eine feuchte Kammer überführt und 

mit 5 % bovinem Serumalbumin (BSA) in TBS für 1 Stunde bei Raumtemperatur 

inkubiert („Blockschritt“), um eine Autofluoreszenz zu minimieren. Nach einem 

Waschschritt (1 Minute in TBS) wurden die Primärantikörper-Lösungen (ge-

wünschte Konzentration des Primärantikörpers in 1 % BSA in TBS, s. Tabelle „Pri-

märe Antikörper für immunhistochemische Färbungen“ im Anhang) auf die Schnitte 
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gegeben, dabei jeweils eine Negativkontrolle pro Objektträger (nur 1 % BSA in TBS) 

angefertigt und die Schnitte bei 4 °C über Nacht in der Feuchtkammer belassen. 

Nach erneutem Waschen (3 x 5 Minuten in TBS) wurden die Schnitte 60 Minuten 

licht geschützt in der Feuchtkammer mit den Sekundärantikörper-Lösungen (ge-

wünschte Konzentration des Sekundärantikörpers in 1 % BSA in TBS, s. Tabelle 

„Sekundäre Antikörper für immunhistochemische Färbungen“ im Anhang) inkubiert 

und lichtgeschützt gewaschen (3 x 5 Minuten in TBS + 30 Sekunden in H2Odd). Zum 

Eindeckeln der gefärbten Schnitte wurde Fluoromount G benutzt. Die Schnitte wur-

den lichtgeschützt aufbewahrt und zeitnah mikroskopiert bzw. dokumentiert. 

Es erfolgten z. T. Ko-Färbungen, d. h. es wurden jeweils zwei Primärantikörper un-

terschiedlicher Herkunft (z. B. Kaninchen und Maus) in entsprechenden Konzentra-

tionen auf einen Schnitt gegeben und mit den zugehörigen, verschieden fluoreszie-

renden Sekundärantikörpern versetzt. Dadurch konnten parallel zwei Zielstrukturen 

auf einem Schnitt immunhistochemisch angefärbt werden. 

 

3.5 Isolation und Kultur der intrakardialen Neurone 

Die Isolation der intrakardialen Neurone aus dem epikardialen Fettgewebe entlang 

der Pulmonalvenen, der Venae cavae sowie der ventralen und dorsalen Seite des 

rechten Atriums (s. Abbildung 4) (Pauza et al., 2013), erfolgte als Weiterentwicklung 

der bereits von Verkerk et al sowie Hoard et all. beschriebenen Methode in 4 Schrit-

ten (Hoard et al., 2007, Verkerk et al., 2012):  

1. Vorbereitungen  

2. Präparation des epikardialen Fettgewebes  

3. Enzymatische und mechanische Dissoziation der Zellen und  

4. Ausbringen der Zellen auf Kulturschalen 

 

3.5.1 Vorbereitungen 

Zur Vorbereitung der Neuronen-Isolation wurde das Neurozyten-Medium (s. Tabelle 

5) am Versuchstag angesetzt. Dazu wurden die einzelnen Chemikalien bzw. Lösun-

gen abgemessen, in ein steriles Zentrifugenröhrchen (50 ml) gegeben und durch 
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Schwenken der Lösung vermischt. Der pH-Wert wurde auf 7,4 titriert, das so erhal-

tene Neurozyten-Medium danach durch einen 0,2 µm-Filter steril filtriert. 

 

Tabelle 5: Zusammensetzung des Mediums zur Kultivierung der Neurozyten  

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

Neurozyten- 

Medium 

Claycomb Medium  

pH auf 7,4  

titrieren und steril 

filtrieren 

Fetales Kälberserum 10 % 

Gibco® Glutamax® 2 mM 

Penicillin/ Strepto-

mycin (100x) 

66 µg/ml 
 

Gibco® Fungizone® 

(Amphotericin) 
0,1125 µg/ml 

Gibco® B27® (50x) 0,1 M 
 

L-Ascorbinsäure 2,8 nM 

 (Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

Das Claycomb Medium stellt, unter Zugabe von fetalem Kälberserum, L-Glutamin 

bzw. Gibco Glutamax, Penicillin/Streptomycin (und dem hier nicht verwendeten) No-

repinephrin, das Standardmedium zur Kultivierung von HL-1-Zellen (atrialen Myozy-

ten) dar (Claycomb et al., 1998, White et al., 2004). Gibco B27 unterstützt das 

Wachstum und die Überlebensrate von neuronalen Zellen (Brewer et al., 1993). As-

corbinsäure stimuliert die Bildung von Norepinephrin in neuronalen Zellen (May et 

al., 2012). Das Gibco Fungizone (Amphotericin B) wurde zum Medium hinzugefügt, 

um einer etwaigen Kontaminierung mit Pilzen vorzubeugen (Mehta et al., 1984). 

Folgend wurden die µ-slide 8 well-Mikrotiterplatten (im weiteren Verlauf als „Well“ 

bezeichnet; Fassungsvermögen 300 µl/ Well) mit jeweils 150 µl 0,01 % Poly-L-Ly-

sin- und 0,01 % L-Ornithin-Lösung (in H2Odd) beschichtet und für mindestens eine 

Stunde inkubiert. Anschließend wurde die Beschichtung entfernt und die Wells mit 

circa (ca.)150µl Neurozyten-Medium gefüllt. Die beschriebene Beschichtung er-

möglicht eine bessere Adhäsion der Zellen (Mazia et al., 1975). Hier, wie auch in 

allen weiteren Versuchen, wurde der Inkubator auf 37 °C und 5 % CO2 eingestellt. 
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3.5.2 Präparation des epikardialen Fettgewebes 

Für die Präparation des epikardialen Fettgewebes wurden die Mäuse mit Ketamin 

(100 mg/kg Körpergewicht) und Xylazin (10 mg/kg Körpergewicht) durch intraperi-

toneale Gabe betäubt. Zur Sicherstellung einer adäquaten Betäubung der Tiere 

wurde ein Schmerzreiz gesetzt, bei ausreichender Betäubung die Tiere durch zer-

vikale Dislokation getötet. 

Die Bauch- und Brusthöhle wurden dann durch einen horizontal verlaufenden 

Schnitt unterhalb des Brustbeins eröffnet, anschließend das Zwerchfell durchtrennt. 

Das Herz wurde durch weitere Schnitte bis zu den Achselhöhlen der Maus freige-

legt. Im Anschluss wurden die Vena cava inferior (VCI) und die Aorta thoracalis auf 

Höhe des Zwerchfells sowie die Vena cava superior (VCS), der Aortenbogen, 

Trachea und Ösophagus oberhalb des Herzens durchtrennt (s. Abbildung 5). Das 

so freigelegte Herz-Lungen-Paket wurde entnommen und in 4 °C kalte 0,9 % Isoto-

nische Kochsalzlösung (NaCl-Lösung) überführt, Lungenflügel, Ösophagus, Thy-

mus und beide Nervi vagi mit einer Präparierschere abgetrennt und das Herz durch 

Schwenken in der Lösung von Blut befreit. 

Das Herz wurde in eine Schale mit 4°C kaltem HEPES-Puffer (s. Tabelle 6) gelegt. 

Die Temperatur des HEPES-Puffers wurde mittels einer Kühlplatte konstant gehal-

ten. Das epikardiale Fettgewebe entlang der Gefäße am Hilum des Herzens und an 

der Hinterwand des linken Vorhofs wurde mit Hilfe von Pinzette und Mikroschere 

unter dem Stereomikroskop entfernt. Die so erhaltenen Fettgewebsstücke wurden 

in einem 25 ml Becherglas mit 4 °C kaltem Calciumchlorid-HEPES-Puffer (s. Ta-

belle 6) gesammelt. 



3. Material und Methoden 

35 
 

 

Abbildung 5: Frisch entnommenes Mäuseherz vor Präparation des epikardialen 
Fettgewebes 
Mikroskopische Sicht auf das entnommene Herz von schräg-dorsal (A) und ventral (B) un-
mittelbar nach chirurgischer Entfernung der Lungenflügel und der Trachea mit noch nicht 
entferntem Ösophagus. Das epikardiale Fettgewebe mit den darin enthaltenen Ganglien ist 
den Herzvorhöfen aufgelagert und stellt sich weißlich dar. Im Gegensatz zu Bindegewebe 
lässt es sich leichter von der Herzoberfläche lösen. 

 

3.5.3 Enzymatische und mechanische Dissoziation der Zellen 

Das präparierte Fettgewebe wurde gleichmäßig auf Mikroreaktionsgefäße aufgeteilt 

(pro Herz zwei Gefäße) und mit jeweils 1 ml Lösung zur enzymatischen Verdauung 

(s. Tabelle 7) versetzt. Die enzymatische Dissoziation fand in einem Thermomixer 

bei 37 °C und 540 Umdrehungen/Minute für 20 Minuten statt. Noch nicht vollständig 

dissoziierte Fettgewebsstücke wurden mit absteigenden Pipettenvolumina (1000 µl, 

200 µl) titriert. Die entstandene Suspension wurde durch ein Zellsieb mit 100 µm 

Porengröße gefiltert und auf frische Mikroreaktionsgefäße aufgeteilt. Nach Zentrifu-

gation (10.000 xg (relative Zentrifugalkraft), 15 Sekunden) wurde der Überstand 

entfernt und das erhaltene Pellet in jeweils 500 µl erwärmtem Neurozyten-Medium 

resuspendiert. Anschließend wurde der Zentrifugationsschritt wiederholt und die 

Zellen final in 150 µl Neurozyten-Medium aufgenommen. 
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Tabelle 6: Zusammensetzung des HEPES-Puffer bzw. des Calciumchlorid-HEPES 

für die Präparation des epikardialen Fettgewebes  

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

HEPES-Puffer 

Glukose 11,0 mM 

Mit H2Odd auf  

1 Liter auffüllen 

und pH-Wert auf 

7,4 titrieren 

HEPES 16,8 mM 

Kaliumchlorid 4,7 mM 

Kaliumdihydrogen-

phosphat 

1,4 mM 

 

Magnesiumsulfat-

heptrahydrat 
2,0 mM 

Natriumchlorid 155,0 mM 

Natriumhydrogen-

carbonat 
4,3 mM 

Calciumchlorid-

HEPES-Puffer 

HEPES-Puffer  Keine pH-Einstel-

lung nötig Calciumchlorid 2,8 mM 

 (Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

Tabelle 7: Zusammensetzung der Lösung zur enzymatischen Zersetzung des prä-

partierten Fettgewebes 

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

Lösung zur en-

zymatischen Zer-

setzung (pro Herz) 

Kollagenase Typ II 1 mg Lösen der  

Kollagenase und 

Proteinase in 2 ml 

Calciumchlorid-

HEPES-Puffer 

Proteinase von As-
pergillus meleus 

2 mg 
 

Calciumchlorid-
HEPES-Puffer 

2 ml 

 (Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

3.5.4 Ausbringen der Zellen auf Kulturschalen 

Die so aufgereinigte Zellsuspension wurde unter der Sterilbank in die mit Neurozy-

ten-Medium gefüllten und auf 37 °C vorgewärmten Wells pipettiert. 

Abbildung 6 gibt eine Übersicht über den Isolationsablauf.  
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Abbildung 6: Ablauf der Neurozytenisolation 
Schematische Darstellung der einzelnen Schritte (fettgedruckt) zur Isolation der intrakardialen Neurozyten. Zunächst werden die Wells mit 
der Poly-L-Lysin- und L-Ornithin-Lösung vorbeschichtet und 1 Stunde inkubiert. Anschließend wird die Vorbeschichtung entfernt und das 
Neurozyten-Medium auf die Wells gegeben. Das Herz der Maus wird entnommen und das epikardiale Fettgewebe mit den Neurozyten 
präpariert. Nach enzymatischer und mechanischer Zerkleinerung wird die erhaltene Lösung zentrifugiert, wodurch das Fettgewebe (orange) 
vom Zellanteil (rot = Neurozyten, grün = nicht-neuronale Zellen) getrennt wird. Nach Aufreinigung mit Neurozyten-Medium wird die erhaltene 
Lösung noch einmal zentrifugiert und erneut aufgereinigt. Zuletzt wird die so gewonnene Zellsuspension in die mit dem Neurozyten-Medium 
vorbereiteten und zuvor vorbeschichteten Wells gegeben.
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3.5.5 Preplating 

Das Preplating (s. Abbildung 7) stellt eine Methode dar, die Zahl der nicht-neurona-

len Zellen in der Kultur der ICN zu minimieren. Die Methode macht sich die unter-

schiedlichen Adhäsionseigenschaften der verschiedenen Zelltypen zunutze. Es 

wurde sich an dem von Hoard et al. entwickeltem Verfahren orientiert (Hoard et al., 

2007). 

Vor der Isolation wurden Wells bei 4 °C für 72 Stunden mit einer Poly-DL-Ornithin-

Lösung (500 µg/ml) und anschließend für 3 Stunden bei 37 °C mit in H2Odd gelöstem 

Laminin (5 µg/ml) vorbeschichtet. Die gleiche Anzahl Wells wurde für 3 Stunden bei 

37 °C mit einer 100 µM Poly-D-Lysin-Lösung behandelt. Nach Isolation der ICN 

nach Protokoll (s. o.) wurde die Zellensuspension zunächst auf dem mit Poly-D-

Lysin vorbeschichteten Well (Preplating-Well) ausgesät. Nach 1 Stunde im Inkuba-

tor wurde die Zellsuspension auf das mit Poly-DL-Ornithin und Laminin behandelte 

Well (Haupt-Well) übertragen. Durch Adhäsion der nicht-neuronalen Zellen an dem 

Preplating-Well, sollten nur ICN auf das Haupt-Well transferiert werden (s. Abbil-

dung 7). 

Eine Abwandlung der vorbeschriebenen Beschichtung des Haupt-Wells jeweils zur 

Hälfte mit 0,01 % Poly-L-Lysin-Lösung und 0,01 % L-Ornithin-Lösung (vergleiche 

Isolation der ICN) wurde ebenfalls verwendet. 
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Abbildung 7: Ablauf des Preplatings 
Schematische Darstellung der einzelnen Schritte des Preplatings bei Isolation intrakardia-
ler Neruone. Die isolierten Neurone befinden sich am Ende des Isolationsprozesses in 
Neurozyten-Medium (vergleiche auch Abbildung 6). Diese werden dann auf ein mit Poly-
D-Lyin vorbeschichtetes Well gegeben (Preplating-Well) und für 1 Stunde inkubiert. Die 
nicht-neuronalen Zellen (grün) haben eine stärkere Adhäsion zum Preplating-Well als die 
Neurone (rot). Dadurch kann die Lösung, die eine hohe Dichte an neuronalen und geringe 
Dichte an nicht-neuronalen Zellen enthält, aus den Wells abpipettiert werden. Die Lösung 
wird auf das Haupt-Well gegeben, welches mit Poly-DL-Ornithin und Laminin vorbeschich-
tet wurde. 

 

3.6 Morphometrische Charakterisierung des neuronalen Wachs-

tums unter Basisbedingungen 

Es wurden in insgesamt 6 Versuchen die ICN von je 2 Mäusen isoliert und in Kultur 

gebracht, um die Neuritenlängen zu den Zeitpunkten 48, 72 und 96 Stunden nach 

Isolation (n. I.) zu bestimmen. Für die Zeitpunkte 24 und 120 Stunden n. I. waren 

zusätzlich 3 Versuche mit je 2 Mäusen nötig. 

Die isolierten ICN wurden nach der Isolation 48 Stunden im Inkubator kultiviert, da-

nach fand alle 24 Stunden ein Wechsel des Neurozyten-Mediums statt. Die Doku-

mentation des Wachstums der Zellfortsätze erfolgte jeweils alle 24 Stunden n. I. 

unter dem Mikroskop. Für die Zeit der Messung (ca. 20 Minuten) wurden die Wells 

mit den Zellen einzeln aus dem Inkubator entnommen.  
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Für die systematische Klassifizierung der Zellen und Messung ihrer Fortsätze wur-

den neun Messfelder pro Well determiniert, in denen jeweils ein Gesichtsfeld bei 

200-facher Vergrößerung aufgenommen wurde. Zu den darauffolgenden Messun-

gen, wie auch in den anderen Versuchsreihen, wurden nur die entsprechenden 

Messfelder dokumentiert und nur die dort sichtbaren Zellen klassifiziert bzw. ver-

messen. Die Klassifizierung der ICN erfolgte anhand zuvor festgelegter morpholo-

gischer Kriterien:  

 länglich-ovaler bis runder Nervenzellkörper (Xi et al., 1991, Rysevaite et al., 

2011a)  

 scharf begrenzter Umriss der Zelle (Pauza et al., 1997b) 

 gut erkennbarer Nucleus mit Nucleoli (Her et al., 2000) 

 variable Anzahl an Fortsätzen (Hoard et al., 2007). 

Die Zellen wurden in drei Typen entsprechend der Zahl ihrer Zellfortsätze klassifi-

ziert: unipolare mit einem, bipolare mit zwei oder multipolare Neurone mit drei oder 

mehr Zellfortsätzen (Xi et al., 1991, Pauza et al., 1997b, Her et al., 2000). 

Zellen, die morphologische Unregelmäßigkeiten wie Membran-Unterbrechungen, 

Blasenbildung oder ein Schrumpfen der Zelle mit Abrundung aufwiesen (Rello et 

al., 2005) wurden von der Messung ausgeschlossen. Ebenso wurden Zellen, die-

apoptotische Körper (Ziegler und Groscurth, 2004) oder einen spindelförmigen Zell-

körper zusammen mit stark verbreiterten, blattförmigen bzw. irregulär verzweigten 

Fortsätzen zeigten (De Maziere et al., 1992, Camelliti et al., 2005a) nicht gewertet. 

Es wurden alle auf den Aufnahmen vorhandenen Zellen von zwei unabhängigen 

Beobachtern nach den oben genannten Kriterien klassifiziert.  

 

3.7 Hypoxie-Modell 

Um den Einfluss einer Hypoxie auf das Wachstum der ICN zu untersuchen, wurden 

die kultivierten Zellen in eine Hypoxiekammer gegeben und dort einer Atmosphäre 

mit vermindertem Sauerstoffpartialdruck ausgesetzt. Die ICN wurden, wie im Ab-

schnitt 3.5 dargestellt, isoliert und danach (wie auch im weiteren Verlauf) inkubiert. 

Das Neurozyten-Medium wurde 48 Stunden nach Isolation durch 37 °C warmes 

Neurozyten-Medium ersetzt und die Wells mit den Zellen unmittelbar danach ohne 
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Deckel in die Hypoxiekammer gegeben. Diese bestand aus einer zylindrischen 

Kammer mit je einem Zufluss aus einer Gasflasche und einem Abfluss über einen 

Schlauch. Zu- und Abfluss waren über Klemmen, die Kammer selbst durch einen 

Metallverschluss luftdicht verschließbar. Zusätzlich war dem Zufluss ein Flussmess-

gerät vorgeschaltet (s. Abbildung 8). Die Hypoxiekammer wurde mit einem Gasge-

misch aus 95 % Stickstoff (N2)und 5 % CO2 für 5 Minuten bei einem Durchfluss von 

circa 25 Liter pro Minute begast. Anschließend wurde die Hypoxiekammer luftdicht 

verschlossen und für 3 Stunden in den Inkubator gegeben. 

Danach wurde der Verschluss der Kammer in der Sterilbank geöffnet und das Neu-

rozyten-Medium erneut gegen frisches, erwärmtes Neurozyten-Medium ausge-

wechselt. Die Zellen befanden sich dadurch wieder in einem normoxyschen Milieu. 

Die Wells wurden mit dem Deckel verschlossen und das Wachstum der Zellfortsätze 

unmittelbar danach und jeweils nach weiteren 24 Stunden mit dem Mikroskop nach 

oben genanntem Schema dokumentiert. Eine Kontrollgruppe ohne künstliche Hy-

poxie wurde jeweils parallel angelegt und vermessen (s. Abbildung 9). Zur besseren 

Übersicht und Vergleichbarkeit werden die nach Hypoxie-Behandlung erhobenen 

Zeitpunkte im Folgenden als 72, 96, 120 Stunden, etc. bezeichnet. Dies betrifft auch 

die Versuche der Kokultur (s. u.). 

Es wurden für die Monokultur-Untersuchungen in insgesamt 6 Versuchen die ICN 

von jeweils zwei Mäusen isoliert, für 48 Stunden kultiviert und anschließend in der 

Hypoxiekammer einer dreistündigen Hypoxie ausgesetzt. Anschließend wurden die 

Zellen reoxygeniert (≙ Reperfusion) und das Neuritenwachstum dokumentiert. 

Für die Kokultur-Versuche wurden in insgesamt 3 Versuchen 48 Stunden nach Iso-

lation der ICN ca. 5.000 atriale Myozyten pro Well zu diesen gegeben und für wei-

tere 48 Stunden ohne Intervention (außer Mediumwechsel) inkubiert. Dann wurden 

diese Kokulturen einer dreistündigen Hypoxie ausgesetzt und die Neuritenlänge der 

ICN alle 24 Stunden dokumentiert. 
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Abbildung 8: Aufbau des Hypoxie-Modells 
Das aus 95 % Stickstoff und 5 % Kohlenstoffdioxid bestehende Gas wird durch Verbin-
dungsschläuche in die Hypoxiekammer geleitet. Das vorgeschaltete Flussmessgerät regu-
liert den Gasfluss auf 25 Liter/ Minute. Die Wells mit den ICN werden auf der obersten der 
drei Plattformen der Hypoxiekammer platziert. Diese ist mit Klemmen am Zu- und Abfluss 
sowie durch einen Metallring luftdicht verschließbar.  

 

3.8 Kultivierung atrialer Myozyten 

Für die Kokulturversuche wurden HL-1-Zellen zu den ICN gegeben. HL-1-Zellen 

wurden erstmals 1998 von William C. Claycomb et al. beschrieben (Claycomb et al., 

1998), sind bereits in vielen Bereichen der kardiologischen Forschung etabliert und 

finden häufig Verwendung in der Grundlagenforschung (White et al., 2004) 

Es handelt sich um atriale Myozyten, die aus einem Angiotensin-1 produzierenden 

Tumor des Vorhofs einer Maus entnommen und kultiviert wurden. HL-1-Zellen be-

sitzen im Gegensatz zu anderen atrialen Muskelzelllinien vier wichtige Besonder-

heiten:  

1. sie können unendlich oft passagiert werden, 

2. können sich nach Einfrieren zur Konservierung wieder erholen,  

3. behalten ihren charakteristischen Phänotyp einer Herzmuskelzelle, 

4. behalten ihre kontraktilen Eigenschaften (Claycomb et al., 1998) 
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Die Beschreibung der HL-1 Zellen und deren Kultivierung durch Claycomb diente 

als Vorlage für das Vorgehen bei diesem Prozess (Claycomb et al., 1998), der sich 

grob in vier Schritte gliedern lässt: 

1. Vorbereitung der Kulturflasche 

2. Etablierung einer Myozytenkultur 

3. Subkultivierung / Passagieren der Kultur  

4. Kryokonservierung einzelner Kulturpassagen 

 

3.8.1 Vorbereitung der Kulturflasche 

Zur besseren Adhäsion der Zellen wurde eine Zellkulturflasche mit einer Lösung 

aus Gelatine und Fibronectin (199ml einer 0,02% Gelatine-Lösung + 1ml Fibronec-

tin) vorbeschichtet und für mindestens eine Stunde bei 37 °C inkubiert. Nach Ent-

fernung der Lösung wurden 10 ml Myozyten-Medium (s. Tabelle 8) vorgelegt.  

 

3.8.2 Etablierung einer Myozytenkultur 

Die zu kultivierenden atrialen Myozyten wurden in einem Kryoröhrchen mit Einfrier-

medium (s. u.) bei -80 °C gelagert. Dieses wurde für 2 Minuten zum Auftauen in ein 

37 °C warmes Wasserbad gegeben, dann dessen Inhalt mit 10 ml erwärmtem My-

ozyten-Medium versetzt, in ein 15 ml Zentrifugenröhrchen überführt und für 5 Minu-

ten bei 500 xg zentrifugiert.  Der Überstand wurde abgesaugt, das Pellet in 5 ml 

Myozyten-Medium resuspendiert und in die vorbereitete Zellkulturflasche gefüllt. 

Die Zelldichte wurde mikroskopisch überprüft, die Zellkulturflasche danach in den 

Inkubator gelegt. 
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Tabelle 8: Zusammensetzung des Myozyten-Mediums zur Kultivierung der HL-1-Zel-

len 

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

Supplementiertes 

Claycomb  

Medium 

(„Myozyten- 

Medium“) 

Claycomb Medium 

(ohne Mg2+, 

ohne Ca2+) 

 

pH auf 7,4 titrieren 

und steril filtrieren 

Fetales Kälberserum 10 % 

Penicillin 

/Streptomycin 
100 µg/ml 

Norepinephrin (10 

mM Stammlösung) 
0,1 mM 

L-Glutamin (200 mM 

Stocklösung) 
2 mM 

(Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

3.8.3 Subkultivierung / Passagieren der Kultur 

Zum Erhalt der Kultur erfolgte ein Mediumwechsel alle 24 Stunden. Zuvor wurde die 

Zelldichte unter dem Mikroskop überprüft. Bei entsprechender Zelldichte, meist 

nach 3 bis 4 Tagen in Kultur, wurden die atrialen Myozyten passagiert: 

Nach Beschichtung der Platten wurde die Zellkulturflasche mit den kultivierten HL-

1-Zellen mit 3 ml erwärmtem DPBS (Dulbecco’s phosphatgepufferte Salzlösung) 

gespült und zweimal mit Trypsin-EDTA (jeweils 3 ml) versetzt und inkubiert (1 bzw. 

2 Minuten). Kräftiges Klopfen auf die Seiten der Kulturflaschen löste die noch adhä-

renten atrialen Myozyten. Erwärmtes Myozyten-Medium wurde zugegeben, um die 

Zellen in ein 15 ml Zentrifugenröhrchen zu überführen. Nach Zentrifugation mit 

500 xg für 5 Minuten, wurde der Überstand entfernt und das Pellet aus HL-1-Zellen 

in Myozyten-Medium resuspendiert. 

Jeweils die Hälfte der Zellsuspension wurde in eine vorbereitete Zellkulturflasche 

gegeben und die Zelldichte mikroskopisch kontrolliert. Die zwei so erhaltenen Kul-

turen wurden wie oben beschrieben versorgt.  
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3.8.4 Kryokonservierung einzelner Kulturpassagen 

Zur Sicherung einzelner Zellpassagen wurden die Zellen, wie oben beschrieben, in 

ein Zentrifugenröhrchen transferiert und zentrifugiert. Das Pellet wurde in unmittel-

bar zuvor angesetztem Einfrier-Medium (s. Tabelle 9) resuspendiert und im Mikrore-

aktionsgefäß im Kühlbehälter Nalgene® Cryo in einem -80 °C kalten Eisschrank um 

jeweils 1 °C/Stunde heruntergekühlt. Nach 24 h wurde das Mikroreaktionsgefäß zur 

Dauerlagerung in flüssigen Stickstoff überführt. 

 

Tabelle 9: Zusammensetzung des Einfriermediums zur Kryokonservierung 

Bezeichnung Zusammensetzung Konzentration Herstellung 

Einfriermedium 
Fetales Kälberserum 95 % Kurz vor Gebrauch 

ansetzen Dimethylsulfoxid 5 % 

 (Bezugsquelle und Artikelnummer im Anhang) 

 

3.9 Kokultur von ICN und atrialen Myozyten 

Um die Interaktion der atrialen Myozyten und der ICN zu untersuchen, wurde eine 

Kokultur aus diesen beiden Zellarten angelegt. Das Neuritenwachstum wurde als 

Parameter für die Interaktion der Zellen untersucht. 

Die ICN wurden wie zuvor beschrieben isoliert und für 48 Stunden im Inkubator be-

lassen. Eine Kulturflasche mit atrialen Myozyten wurde passagiert (s. 3.8). Zur Be-

stimmung der Zelldichte der Lösung wurde ein geringer Anteil der Lösung mit 

Trypanblau-Lösung versetzt und die Zellzahl in der Neubauer-Zählkammer ausge-

zählt. Dadurch konnte die Gesamtzahl annähernd ermittelt werden. Es konnten so 

ca. 5.000 atriale Myozyten pro Well zu den ICN zugegeben werden. Die Länge der 

Neuriten der ICN wurde alle 24 Stunden dokumentiert. Die Hypoxie der Kokultur 

wurde analog zur Monokultur 48 Stunden nach Zugabe der atrialen Myozyten (= 

96 h nach Isolation) durchgeführt. Abbildung 9 gibt einen Überblick über den zeitli-

chen Ablauf. 

 



3. Material und Methoden 

46 
 

 

Abbildung 9: Zeitplan der Isolation der ICN 
Nach Isolation der ICN aus dem epikardialen Fettgewebe werden diese für 48 h inkubiert 
bzw. kultiviert. Die Neuritenlänge wird alle 24 Stunden mikroskopisch dokumentiert (Mes-
sung). Nach 48 h bzw. bei Zugabe von HL-1-Zellen nach 96 h in Kultur werden die ICN 
einer dreistündigen Ischämie mit anschließender Reperfusion ausgesetzt. Parallel wird je-
weils das Neuritenwachstum einer Kontrollgruppe ohne Hypoxie dokumentiert.  
A) Monokultur der ICN mit Hypoxie 48 h nach Isolation 
B) Kokultur der ICN mit Zugabe der HL-1-Zellen 48 h nach Isolation sowie Hypoxie 96 h 
nach Isolation. 
Alle Interventionen an der Zellkultur sind mit roten, alle Messungen mit schwarzen Pfeilen 
zu den jeweiligen Zeitpunkten dargestellt. 

 

3.10 Statistische Auswertung 

Alle Variablen sind als Mittelwert ± Standardfehler, Zähler (n) oder Prozentwerte 

angegeben. Zum Vergleich der Neuritenlängen der unterschiedlichen Gruppen und 

unterschiedlichen Zeiten wurden die gemessenen Zellpopulationen zunächst mittels 

Kolmogorov-Smirnov-Test auf Normalverteilung getestet. Da der Großteil der Grup-

pen keine Normalverteilung aufwies, war ein ANOVA-Test nicht möglich. Es wurde 

daher der Kruskal-Wallis-Test, anschließend der Mann-Whitney U-Test zum Ver-

gleich der einzelnen Gruppen untereinander verwendet. Falls die Gruppen normal-

verteilt waren, wurde zum Einzelvergleich der unabhängige t-Test angewandt. Es 

wurde eine statistische Signifikanz bei einer Irrtumswahrscheinlichkeit von p < 0,05 

angenommen. Zur Auswertung der Statistik wurden die Statistikprogramme Graph-

Pad Prism und IBM SPSS Statistics sowie für die Erfassung und Dokumentation der 

Daten Microsoft Excel verwendet. 
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4. Ergebnisse 
 

4.1 Histologische Untersuchung 

Zur Identifizierung und Lokalisierung der ICN wurden fünf Mäuseherzen, wie unter 

3.2 beschrieben, entnommen, in Paraffin eingebettet, geschnitten, auf Objektträger 

aufgezogen und anschließend mit Hämatoxylin-Eosin (HE) gefärbt. 

Abbildung 10 zeigt einen Sagittalschnitt durch das Herz auf Höhe des Herzhilums 

HE gefärbt. Die Übersichtsaufnahme (Bild A) diente zur Orientierung, erlaubte aber 

noch keine genaue Differenzierung des Gewebes. Erst bei 100-facher Vergröße-

rung (Bild B) war im Fettgewebe (F) zwischen Vena cava superior (VCS), Truncus 

pulmonalis (TP) und Myokard (My) eine ovale bis spindelförmige Struktur mit einem 

dünnen Ausläufer zum Myokard (*) erkennbar. Sie bestand aus relativ großen, ova-

len bis rundlichen Zellen, den Nervenzellkörpern (NZK), und den sie umgebenen, 

relativ kleinen Satellitenzellen (SZ) (Bild C). Das gesamte histologische Erschei-

nungsbild (Aufbau, Lage, Färbeverhalten) wies auf ein ICG hin. 

Es wurden bei allen untersuchten Herzen so aufgebaute Ganglien in ähnlicher Lo-

kalisation gefunden: im Fettgewebe (Fe) zwischen Bronchus (Br), Truncus pulmo-

nalis (TP) und Pulmonalvenen (Pve) (s. Abbildung 11) bzw. linkem Vorhof (LA) und 

Aorta (Ao) (s. Abbildung 12). Die Ganglien präsentierten sich als länglich-ovale bis 

zigarrenförmige Strukturen im epikardialen Fettgewebe und beinhalteten große, 

ovale, randständig gelegene Nervenzellkörper mit basophilem Zytoplasma. Weiter-

hin fanden sich ebenfalls stark basophil gefärbte, die Nervenzellkörper umgebende, 

kleine Satellitenzellen sowie schwach basophile Nervenfasern im Zentrum der 

Ganglien. Die Nervenzellkörper waren durch eine dünne Kapsel vom umgebenden 

Gewebe abgegrenzt. Es waren prominente, stark basophile Nucleoli in blassen Zell-

kernen zu erkennen, in einigen Zellen konnten sogar zwei Nucleoli gefunden wer-

den (s. Abbildung 11-13). 

Die Zahl der Ganglien variierte zwischen den untersuchten Herzen: So konnten z. 

T. bis zu drei verschiedene Ganglienanschnitte an einem Herzen gefunden werden 

(Abbildung 11 B-F). Ebenso konnte der Nervus vagus jeweils kranial der intrakardi-

alen Ganglien meist in unmittelbarer Nähe zum Ösophagus gefunden werden (s. 

Abbildung 13). 
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Abbildung 10: Ganglienlokalisation im epikardialen Fettgewebe 
HE gefärbter Längsschnitt des Herzens durch das Herzhilum. Erkennbar sind rechter und 
linker Ventrikel (RV bzw. LV) mit Septum (SE) sowie rechtes und linkes Atrium (RA bzw. 
LA) und rechtes bzw. linkes Herzohr (RAA bzw. LAA). Weiterhin finden sich Anschnitte der 
Mitraklappe (MK), der Aortenklappe (AoK), von Thymus (Thy), Aorta (Ao), Truncus pulmo-
nalis (TP), Vena cava superior (VCS) und einer Pulmonalarterie (Par) (Bild A). Das intrakar-
diale Ganglion (Ggl) ist im epikardialen Fettgewebe (Fe) zwischen Truncus pulmonalis (TP), 
Vena cava superior (VCS) und Myokard (My) gelegen (Bild B). Gut erkennbar sind die gro-
ßen ovalen Nervenzellkörper (NZK) und die kleinen Satellitenzellen (SZ) des Ganglions 
sowie ein langer schmaler Ausläufer (*) zum Myokard. Auch ein Blutgefäß (BG) findet sich 
in unmittelbarer Nähe zum Ganglion (Bild C). 
A: Längsschnitt durch das Herz auf Höhe des Herzhilums (Maßstab: 2.000 µm) 

B: Vergrößerter Bereich aus A (s. Kasten): Lage des intrakardialen Ganglions (Maßstab: 
200 µm) 

C: Aufbau des Ganglions (Maßstab: 50 µm) 
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Abbildung 11: Mehrfachanschnitt von Ganglien an den Pulmonalvenen 
HE gefärbter Längsschnitt des Herzens zur Identifizierung und Lokalisierung weiterer Gang-
lien. 
In der Übersichtsaufname (Bild A) sind Truncus pulmonalis (TP) mit Pulmonalarterien (Par) 
sowie zwei Anschnitte von Pulmonalvenen (Pve) und Aorta (Ao) zu erkennen (Bild A). Es 
zeigen sich mehrfache Anschnitte intrakardialer Ganglien (Ggl) (Bild B-F). Diese befinden 
sich zwischen den Pulmonalvenen (Pve) und Truncus pulmonalis (TP) bzw. Bronchus (Br), 
Pulmonalvene und Truncus pulmonalis im epikardialen Fettgewebe (Fe). Die Ganglien sind 
aus Nervenzellkörpern (NZK) und Satellitenzellen (SZ) aufgebaut und variieren in ihrer 
Form bzw. Größe. Die NZK liegen vorrangig am Rand des Ganglions. 
A: Längsschnitt durch das Herz auf Höhe des Herzhilums (Maßstab: 2.000 µm) 
B: Ausschnittvergrößerung aus A: Lage eines intrakardialen Ganglions (Maßstab: 200 µm) 
C: Detailaufnahme eines Ganglions zwischen Pulmonalvene und Bronchus (Maßstab: 
50 µm) 
D-F: weitere Anschnitte von intrakardialen Ganglien zwischen den Pulmonalvenen (D Maß-
stab: 200µm, E und F Maßstab 50 µm) 
(Rechtes Herzohr (RAA), linkes Herzohr (LAA) Thymus (Thy) Rechter Ventrikel (RV), Linker 
Ventrikel (LV) Septum (SE) Linkes Atrium (LA), Rechtes Atrium (LA), Trikuspidalklappe 
(TPK)) 
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Abbildung 12 : Intrakardiales Ganglion zwischen linkem Vorhof und Aorta 

HE gefärbter Längsschnitt des Herzens mit bereits in der Übersichtsaufnahme erkennba-
rem intrakardialen Ganglion (Ggl) zwischen Aorta (Ao) und linkem Vorhof (LA) bzw. Myo-
kard (My). Weiter kranial ist der Nervus vagus (Vag) zwischen Lunge (Lu) und Ösopahgus 
(Oeso) sichtbar (Bild A). Das ovale, 251 x 121 µm große Ganglion liegt dem Myokard an, 
ist auf der anderen Seite von epikardialem Fettgewebe (Fe) umgeben. 
A: Querschnitts durch das Herz auf Höhe des Herzhilums (Maßstab: 2.000 µm) 
B: Ausschnitt aus A: Lage des intrakardialen Ganglions (Maßstab: 200 µm) 
C: Aufbau des Ganglions mit Nervenzellkörpern (NZK) und Satellitenzellen (SZ) (Maßstab: 
50 µm) 
(linkes Herzohr (LAA), Thymus (Thy), Linker Ventrikel (LV), Lunge (Lu)). 
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Abbildung 13: Abgrenzung der Ganglien zum Nervus vagus 
HE gefärbter Anschnitt des Nervus vagus (Vag) kranial einer Pulmonalvene (Pve). Der 
Nervus vagus verläuft kranial der gezeigten Ganglien (s. a. Abbildung 11) und liegt zwi-
schen Lungengewebe (Lu) und epikardialem Fettgewebe (Fe) sowie ebenfalls kranial der 
Pve und eines Bronchus (Br). Weiterhin zu erkennen ist eine Pulmonalarterie (Par) unter-
halb der Pve (Bild A). Die histologische Struktur des Nervus vagus unterscheidet sich von 
der der Ganglien: So sind rötlich gefärbte, gewellt verlaufende Nervenfaserbündel und 
bläuliche Kerne von Schwann-Zellen erkennbar (B). 
A: Übersichtsaufnahme zur Lage des Nervus vagus (Maßstab: 500 µm) 
B: Aufbau des Nervus vagus im Mehrfachanschnitt im Detail (Maßstab: 100 µm) 

 

4.2 Immunhistochemische Analyse 

Die aufgefundenen Ganglien wurden zur genaueren Charakterisierung immunhis-

tochemisch gegen Tyrosinhydroxylase (TH), beta-III-Tubulin (bIII) und Neurofila-

ment (NF) gefärbt. 

Abbildung 14 zeigt eine immunhistochemische Färbung gegen Tyrosinhydroxylase 

und Neurofilament zusammen mit einer Zellkernfärbung (Hoechst) und einer Nega-

tiv-Kontrolle (ohne primären Antikörper). Zur Orientierung ist ein benachbarter, HE 

gefärbter Schnitt dargestellt. Auf diesem ist ein Ganglion zwischen Truncus pulmo-

nalis und Pulmonalvene sowie der Nervus vagus kranial der Pulmonalvene zu er-

kennen. Auf diesen Bereich des Herzens wurde sich daher bei der immunhistoche-

mischen Untersuchung fokussiert. 

Es zeigten sich zwei größere, spindelförmige Ansammlung NF-exprimierender Zel-

len direkt zwischen Truncus pulmonalis und Pulmonalvene, entsprechend der Posi-

tion des Ganglions. Von einer der beiden Ansammlungen zog ein länglicher, faden-

förmiger Ausläufer in Richtung Myokard bzw. zur Herzbasis (Bild G). In gleicher 
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Anordnung waren gegen TH gefärbte Zellen zu erkennen, allerdings in relativ gerin-

gerer Zahl (Bild H). Vor allem kleine Zellen exprimierten NF (Bild L), dagegen zeig-

ten größere, ovale Zellen eine Fluoreszenz nach Färbung gegen TH. Letztere waren 

nicht im beschriebenen Ausläufer erkennbar (Bild M). In der Überlagerung der Bilder 

(Merge) wurde deutlich, dass die Zellen entweder NF oder TH exprimierten, jedoch 

nie beides (Bild N). Eine nur durch erhöhte Zelldichte hervorgerufene Fluoreszenz 

konnte durch die Zellkernfärbung ausgeschlossen werden (Bild F). Eine zweite An-

sammlung NF-positiver, aber TH-negativer Zellen oberhalb der Pulmonalvene war 

vereinbar mit dem Verlauf des Nervus vagus an dieser Stelle (Bild G). Durch die 

nicht-fluoreszierende Negativ-Kontrolle war eine Autofluoreszenz bzw. nicht durch 

die immunhistochemische Färbung hervorgerufene Fluoreszenz der Zellen ausge-

schlossen worden (Bild B-E). 
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Abbildung 14: Immunhistochemische Untersuchung des epikardialen Fettgewebes 
zwischen Pulmonalvene und Truncus pulmonalis 
Die Region zwischen Pulmonalvenen und Truncus pumonalis am Herzhilum wurde immun-
histochemisch auf die Expression von Tyrosinhydroxylase (TH) sowie Neurofilament (NF) 
untersucht. Bild G und L zeigen das mit rabbit-anti-TH und goat-anti-rabbit gemessene Sig-
nal. Das mit chicken-anti-NF und goat-anti-chicken detektierte Signal ist in Bild H & M zu 
sehen. Die Zellkerne wurden mit Hoechst gefärbt. Die Zusammenführung der Signale 
(Merge) ist auf den Bildern E, I und N zu sehen, dabei ist NF grün, TH rot und Hoechst blau 
dargestellt. Die Negativ-Kontrolle (Bilder B-E) wurde ohne Zusatz des primären Antikörpers 
durchgeführt. Maßstab 200 µm bei 50 x Vergrößerung (Bilder B-I) bzw. 50 µm bei 200 x 
Vergrößerung (Bilder K-N) 

 

Es wurden weitere Ganglien immunhistochemisch mit höherer mikroskopischer Auf-

lösung zur besseren Differenzierung der Zellen untersucht: 

Abbildung 15 stellt die Ergebnisse von drei weiteren Färbungen gegen TH und NF 

bzw. bIII dar: 
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Die Übersichtsaufnahme (Bild A) zeigt einen HE gefärbten Längsschnitt durch das 

Herz. Zu erkennen ist ein angeschnittenes Ganglion zwischen linkem Vorhof (LA) 

Aorta (Ao) und Ösophagus (Oeso). Etwas weiter kranial, in Nachbarschaft zu einem 

Lungenanschnitt, ist der Nervus vagus zu erkennen. 

Im Bereich des Ganglions war eine, seiner Form entsprechend verstärkte Fluores-

zenz zu erkennen, die eine Expression von NF in fast allen angeschnittenen Zellen 

anzeigte (Bild C). Nur zwei Zellen, davon eine große, ovale Zelle mit ausgesparter 

Fluoreszenz im Bereich des Zellkerns, waren positiv gegenüber TH. Diese befan-

den sich am unteren Pol des Ganglions (Bild D). Die Zellkernfärbung (Hoechst) 

schloss eine verstärkte Fluoreszenz durch Überlagerung bzw. erhöhte Dichte der 

Zellkerne aus. Durch das Zusammenführen der Einzelbilder (Merge) ließ sich er-

kennen, dass auch diese Ganglienzellen entweder eine Expression von TH oder 

von NF aufwiesen.  

Die weiteren Bilder anderer untersuchter Ganglien zeigen dies ebenso: So ist in Bild 

G ein starkes Fluoreszenzsignal durch kleine, gegen NF gefärbte Zellen sichtbar. 

Dabei erstreckte sich die Fluoreszenz relativ diffus innerhalb der Fläche des Gangli-

ons. Es waren viele große, ovale Zellen mit großem Zellkern zu erkennen, die durch 

eine TH-Expression auffielen (Bild H). Wiederum zeigte das Merge, dass keine Zelle 

gleichzeitig gegen TH und NF anfärbbar war, alle Zellen jedoch jeweils einen der 

beiden Marker aufwiesen. Bild L zeigt, dass bIII ähnlich wie NF in den kleinen Zellen 

des Ganglions vorhanden war, jedoch fluoreszierten auch vereinzelt größere, oval 

geformte Zellen mit großem Zellkern. Eine Koexpression von TH und bIII konnte 

durch das Merge nicht belegt werden, es verhielt sich damit wie bei TH und NF: 

Entweder wurde bIII oder TH exprimiert. Außerdem fielen nicht fluoreszierende, 

ebenfalls randständige Zellen als dunkle Aussparungen im Ganglion auf (Bild I). 

Festzuhalten war, dass die intrakardialen Ganglien aus großen, ovalen, TH-expri-

mierenden Zellen mit großem Zellkern und eher randständiger Lage sowie kleinen 

NF- bzw. bIII- exprimierenden Zellen aufgebaut waren. Weiterhin zeigten sich Zel-

len, die keinen der beiden Marker aufwiesen. Die Ergebnisse dieser Untersuchung 

sprachen gegen eine Koexpression von TH und NF bzw. bIII. 
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Abbildung 15: Immunhistochemie verschiedener intakardialer Ganglien mit Neuro-
filament, beta-III-Tubulin und Tyrosinhydroxylase 
Das im HE gefärbten Schnitt (Bild A) gefundene Ganglion wurde immunhistochemisch auf 
Expression von Tyrosinhydroxylase (TH), Neurofilament (NF) bzw. beta-III-Tubulin (bIII) 
analysiert. Die Bilder C und G zeigen das durch rabbit-anti-TH und goat-anti-rabbit gemes-
sene Signal, D und H dagegen das mit chicken-anti-NF und goat-anti-chicken detektierte 
Signal. Die Zellkerne sind mit Hoechst gefärbt. Die Zusammenführung der Signale (Merge) 
ist auf den Bildern E und I zu sehen, dabei ist NF grün, TH rot und Hoechst blau dargestellt. 
Auf den Bildern L bzw. M ist die Expression von bIII durch Mouse anti ß-III-tubulin und goat-
anti-mouse bzw. von TH durch rabbit-anti-TH und goat-anti-rabbit dargstellt. Das Merge 
(Bild N) zeigt TH grün, bIII blau und Hoechst blau. Eine Negativ-Kontrolle ohne Zugabe des 
primären Antikörpers wurde durchgeführt. Die Maßstäbe betragen bei 400 x Vergrößerung 
25 µm bzw. bei 200 x Vergrößerung 50 µm. 
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4.3. Isolation der ICN 

Nachdem intrakardiale Ganglien bzw. ICN im epikardialen Fettgewebe nachgewie-

sen werden konnten, wurde aus dieser Erkenntnis eine Isolationstechnik entwickelt. 

Dabei wurde nach Entnahme des Herzens das epikardiale Fettgewebe entlang der 

Pulmonalvenen, der Aorta sowie der Vena cava superior, an der Hinterwand des 

linken Vorhofs und z. T. am rechten Vorhof abpräpariert (s. Abbildung 5). Die ICN 

wurden, wie im Methodenteil unter 3.5. beschrieben, isoliert und kultiviert. 

Das Preplating schien die Qualität der Isolation deutlich zu verbessern: Es fand sich 

eine insgesamt geringere Dichte an Zellen unabhängig des Typs. Die vorhandenen 

Zellen zeigten zum Großteil die morphologischen Charakteristika von Neurozyten 

(Abbildung 16). Dadurch wäre trotz geringerer Gesamtzahl an isolierten Zellen, die 

Ausbeute an ICN pro Isolation erhöht. Dies galt auch für die abgewandelte Variante 

mit anderer Beschichtung des Haupt-Wells. 
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Abbildung 16: ICN-Kultur mit Preplating 
Durch das Preplating selektionierte ICN verschiedenen Typs: Unipolare (U), Bipolare (B) 
und Multipolare (M) Neurone sind deutlich zu erkennen. Es werden auch Verzweigungen 
der Neuriten (Pfeil) und Verbindung zwischen den ICN (*) sichtbar. Maßstab 150µm 

 

Es wurde sich gegen das Preplating entschieden, da in den meisten Fällen bereits 

nach wenigen Stunden die Zellen in die Apoptose übergingen und nur in circa 20 % 

der Fälle eine ICN-Kultur mit vitalen, wachsenden Neuronen und einem geringen 

Anteil an nicht-neuronalen Zellen gewonnen werden konnte.  

Durch eine Optimierung des Isolationsprozesses (u. a. kürzere Isolationsdauer, vor-

sichtigere Resuspension) und Entwicklung des Neurozyten-Mediums (s. 3.2) konnte 

eine adäquate Isolationsqualität mit hoher Zahl an vitalen ICN in den verschiedenen 

Kulturgruppen auch ohne Preplating erzielt werden (s. Abbildung 17).  
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Abbildung 17: ICN-Kultur mit optimierter Isolation ohne Preplating 
Aufnahme eines Kulturausschnitts nach Isolation anhand des optimierten Isolationsproto-
kolls. Es sind deutlich weniger nicht-neuronale Zellen (NN) sowie eine höhere Ausbeute an 
gut messbaren, intrakardialen Neuronen (ICN) vorhanden. Die Qualität des Preplatings in 
Bezug auf die ICN-Dichte kann nicht erreicht werden. Die ICN zeigen einen runden Ner-
venzellkörper mit unterschiedlicher Anzahl an Neuriten mit Varikositäten (*) in deren Ver-
lauf. Maßstab 100 µm 

 

4.4 Neuritenwachstum der ICN in Monokultur 

Um den Einfluss von atrialen Myozyten und/oder Hypoxie auf die ICN bestimmen 

zu können, wurden in einem ersten Schritt Monokulturen der ICN unter Basisbedin-

gungen angelegt und deren Neuritenlänge bestimmt (s. Abbildung 18, Bild A): 

Die Isolation und Kultivierung der Neurone erfolgten wie unter 3.5 beschrieben. Es 

wurden insgesamt 1787 Neuriten vermessen (561 von uni-, 537 von bi- und 689 von 

multipolaren Neuronen).  

Die Neuritenlänge stieg bei unipolaren und bipolaren Zellen bis zum 72 h-Zeitpunkt 

n. I. signifikant an (p < 0,05) und erreichte zu diesem Zeitpubkt ihren Höhepunkt 
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(81,94 ± 3,40 µm, unipolar bzw. 58,73 ± 2,13 µm, bipolar), bei den multipolaren Zel-

len war dies bereits 48 h n. I. zu sehen (36,20 ± 1,73 µm) (s. a. Tabelle 10). 

Weitere Änderungen der Neuritenlänge der unipolaren Zellen waren nicht signifikant 

(p > 0,05). Die Neuritenlänge der bi- und multipolaren ICN 96 h n. I. war signifikant 

geringer als zum 72 h- (bipolare und multipolare ICN) bzw. 120 h-Zeitpunkt (nur bi-

polare ICN), bei den unipolaren ICN war lediglich eine Tendenz im Vergleich zum 

72 h-Zeitpunkt erkennbar (p = 0,053). Die Zahl der messbaren ICN war 24 h n. I. 

geringer als zu den darauffolgenden Messzeitpunkten, nach 96 h in Kultur sank die 

Zahl der gemessenen ICN durch eine höhere Dichte nicht-neuronaler Zellen. Dies 

war bei dieser und allen weiteren Untersuchungsgruppen gleichermaßen feststell-

bar. 

Tabelle 10: Durchschnittliche Fortsatzlängen der ICN in Monokultur in µm (Mittel-

wert ± Standardfehler) 

Zeitpunkt nach Isola-

tion 
Unipolare ICN Bipolare ICN Multipolare ICN 

24 h 40,27 ± 2,48 34,03 ± 1,98 29,80 ± 3,24 

48 h 59,23 ± 2,52 49,97 ± 2,07 36,20 ± 1,73 

72 h 81,94 ± 3,40 58,73 ± 2,13 35,62 ± 1,26 

96 h 73,70 ± 2,50 44,49 ± 2,07 32,81 ± 1,15 

120 h 77,33 ± 3,63 54,68 ± 4,65 35,58 ± 3,06 

p-Wert* <0,0001 <0,0001 0,0799 

*Kruskal-Wallis-Test 

 

4.5 Einfluss der atrialen Myozyten auf das Neuritenwachstum der 

ICN  

Um den Einfluss der atrialen Myozyten auf das Neuritenwachstum der ICN zu be-

stimmen, wurden diese, wie unter 3.9 beschrieben, in einer Kokultur zusammenge-

führt und das Wachstum der Neuriten dokumentiert (s. Abbildung 18, Bild B). Es 

wurden insgesamt 1687 Neuriten vermessen (717 von uni-, 549 von bi- und 421 von 

multipolaren Neuronen).  

Das Maximum der gemessenen Neuritenlänge erreichten die unipolaren und multi-

polaren ICN 48 h n. I. bzw. direkt im Anschluss an die Zugabe der atrialen Myoyzten 
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(75,35 ± 2,90 µm, unipolar bzw. 39,82 ± 1,95 µm, multipolar) (s. a. Tabelle 11). Die 

bipolaren ICN taten dies dagegen erst zum 72h-Zeitpunkt, jedoch ohne signifikanten 

Unterschied zum 48h-Zeitpunkt (58,38 ± 2,74 µm, 48 h n. I., 58,47 ± 2,99 µm, 72 h 

n. I., p = 0,726). Nach Zugabe der atrialen Myozyten war keine signifikante Ände-

rung der Neuritenlänge bei unipolaren und bipolaren Neuronen festzustellen. Der 

Abfall der durchschnittlichen Neuritenlänge bipolarer ICN zwischen den Zeitpunkten 

72h und 96 h n. I. war nicht signifikant (58,47 ± 2,99 µm, 72 h n. I. gegen (gg.). 53,93 

± 2,05 µm, 96 h n. I., p = 0,302). 

Die Neuritenlänge der multipolaren ICN veränderte sich durch Hinzufügen der atri-

alen Myozyten bis 96 h n. I. nicht signifikant. Zwischen dieser und der folgenden 

Messung (120 h n. I.) war der einzige signifikante Abfall der Neuritenlänge nach 

Zugabe der atrialen Myozyten messbar (39,76 ± 1,62 µm, 96 h n. I. gg. 29,80 ± 

2,06 µm, 120 h n. I., p = 0,003).  

Tabelle 11: Durchschnittliche Neuritenlänge der ICN in Kokultur in µm (Mittelwert ± 

Standardfehler) 

Zeitpunkt nach 

Isolation 

Unipolare ICN Bipolare ICN Multipolare ICN 

48 h 75,35 ± 2,90 58,38 ± 2,74 39,82 ± 1,95 

72 h 72,25 ± 2,75 58,47 ± 2,99 35,74 ± 1,57 

96 h 72,37 ± 2,08 53,93 ± 2,05 39,76 ± 1,62 

120 h 66,92 ± 2,54 51,80 ± 2,14 29,80 ± 2,06 

p-Wert* <0,0001 0,0003 0,0221 

*Kruskal-Wallis-Test 

 

4.6 Neuritenwachstum unter Hypoxie in der Monokultur 

Der Effekt einer Hypoxie auf das Neuritenwachstum der ICN wurde in Monokultur 

untersucht (s. a. 3.7). Dabei wurden insgesamt 1247 Neuriten vermessen (459 von 

uni-, 398 von bi- und 390 von multipolaren Neuronen).  

Die Ergebnisse dieser Untersuchung sind in der Abbildung 18 (Bild C) dargestellt: 

Die Neuritenlängen aller Zelltypen waren 72 h n. I. signifikant höher als unmittelbar 

nach Hypoxie (≙ 48 h n. I.) (p = 0,022 für multipolare bzw. p < 0,001 für uni- und 

bipolare ICN) (s. a. Tabelle 12). Unipolare ICN besaßen ihre höchste Neuritenlänge 



4. Ergebnisse 

61 
 

96 h n. I. (81,96 ± 2,65 µm), bipolare und multipolare ICN zum 72 h-Zeitpunkt (62,30 

± 2,77 µm, bipolar, bzw. 43,87 ± 1,88 µm, multipolar). Sowohl unipolare als auch 

bipolare ICN zeigten danach keine signifikanten Änderungen der Neuritenlänge. Ein 

signifikanter Abfall war dagegen zwischen dem 72 h- und 96 h-Zeitpunkt der multi-

polaren ICN erkennbar (43,87 ± 1,88 µm, 72 h n. I. gg. 37,72 ± 1,70 µm, 96 h n: I., 

p = 0,033).  

Tabelle 12: Durchschnittliche Neuritenlänge der ICN in Monokultur unter Hypoxie in 

µm (Mittelwert ± Standardfehler) 

Zeitpunkt nach Isola-

tion 
Unipolare ICN Bipolare ICN Multipolare ICN 

48 h 60,94 ± 2,52 43,72 ± 1,89 36,59 ± 1,82 

72 h 79,84 ± 3,07 62,30 ± 2,77 43,87 ± 1,88 

96 h 81,96 ± 2,65 55,75 ± 2,41 37,72 ± 1,70 

p-Wert* <0,0001 0,0003 0,0332 

*Kruskal-Wallis-Test 

 

4.7 Einfluss der Hypoxie auf das Neuritenwachstum in der Kokul-
tur 

Da sowohl die Hypoxie als auch die Zugabe von atrialen Myozyten das Neuriten-

wachstum der ICN veränderten, wurden diese beiden Einflussfaktoren in einem wei-

teren Experiment kombiniert. Es wurden hierbei insgesamt 1622 Neuriten vermes-

sen (510 von uni-, 349 von bi- und 763 von multipolaren Neuronen).  

Die Ergebnisse dazu sind in Abbildung 18 (Bild D) dargestellt: 

Die unipolaren und bipolaren ICN erreichten ihre maximale Neuritenlänge 120 h n. 

I. (80,19 ± 43,84 µm, unipolar, bzw. 60,33 ± 32,22 µm, bipolar). Dabei war der Un-

terschied zwischen dem 96 h- und 120 h-Zeitpunkt bei den unipolaren ICN signifi-

kant (66,28 ± 4,52 µm, 96 h gg. 80,19 ± 3,74 µm, 120 h, p = 0,032), bei den bipola-

ren ICN dagegen nicht (54,61 ± 2,51 µm, 96 h gg. 60,33 ± 2,74 µm, 120 h, p = 

0,468). Weitere Änderungen der Neuritenlänge waren bei beiden Zelltypen nicht 

signifikant. Die Neuriten der multipolaren ICN erreichen 144 h n. I. ihr vorläufiges 

Längenmaximum (44,42 ± 26,44 µm). Dabei waren die Neuriten signifikant länger 

als 96 h bzw. 120 h n. I. (34,81 ± 1,24 µm, 96 h n. I. gg. 44,42 ± 1,44 µm, 144 h n. 
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I., p < 0,001 bzw. 37,42 ± 1,35 µm, 120 h n. I. gg. 44,42 ± 1,44 µm, 144 h n. I., p = 

0,010). Tabelle 13 stellt die gemessenen Neuritenlängen dar. 

Tabelle 13: Durchschnittliche Neuritenlänge der ICN in Kokultur unter Hypoxie in 

µm (Mittelwert ± Standardfehler) 

Zeitpunkt nach Isola-

tion 
Unipolare ICN Bipolare ICN Multipolare ICN 

96 h 66,28 ± 4,52 54,61 ± 2,51 34,81 ± 1,24 

120 h 80,19 ± 3,74 60,33 ± 2,74 37,42 ± 1,35 

144 h 78,82 ± 3,13 55,98 ± 2,43 44,42 ± 1,44 

p-Wert* 0,0185 0,6292 0,0011 

*Kruskal-Wallis-Test 

 

Beispielhafte Bilder der isolierten und gemessenen ICN in den verschiedenen Kul-

turgruppen finden sich im Anhang. 
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Abbildung 18: Neuritenlängen der ver-
schiedenen Kulturformen im Verlauf 
Die durchschnittliche Länge der Neuriten 
unipolarer (kein Muster), bipolarer (längsge-
streift) und multipolarer (kariert) ICN wurde 
in den verschiedenen Kulturformen gemes-
sen und mit dem jeweils vorherigen Zeit-
punkt verglichen (Mittelwert + SEM, Mann-
Whitney-U-Test, *p < 0,05; **p < 0,01; *** p 
<0,001). Die Monokultur ohne Hypoxie 
(„Monokultur Kontrolle“, grau, Bild A) weißt 
dabei bei allen Zelltypen einen Abfall der 
durchschnittlichen Längen nach anfängli-
chem Wachstum auf (Abfall zwischen 72h 
und 96h). Durch Zugabe der atrialen Myozy-
ten („Kokoltur Kontrolle“, türkis, Bild B) bleibt 
dieser Abfall aus, ferner werden die maxi-
malen Neuritenlängen bei den uni- und bi-
polaren Zellen früher erreicht (48h gegen-
über 72h in der Monokultur). Unter Hypoxie 
ist in der Monokultur („Monokultur Hypoxie“, 
rot, Bild C) zu Beginn ein signifikantes Neu-
ritenwachstum auch der multipolaren Neu-
rone, gefolgt von einem Längenabfall nur 
dieses Zelltyps sichtbar. Nur in der einer Hy-
poxie ausgesetzten Kokultur („Kokultur Hy-
poxie“, weiß, Bild D) kommt es nach initia-
lem Anstieg zu einem weiteren, signifikan-
ten Wachstum der Neuriten.  
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4.8 Vergleich der verschiedenen Kulturmethoden 

Der direkte Vergleich der Neuritenlängen zu den einzelnen Zeitpunkten ist aufgeteilt 

nach Kulturmethode (Monokultur gg. Kokultur bzw. Kontrolle gg. Hypoxie) in Abbil-

dung 19: 

Die Neuriten der unipolaren ICN der Kokultur mit atrialen Myozyten wiesen ab 48h 

n. I. keine signifikanten Längenänderungen zu den jeweils vorausgehenden Mess-

punkten auf und besaßen damit die größte Länge, verglichen mit den anderen Grup-

pen (75,35 ± 2,90 µm gg. 59,23 ± 2,52 µm, p <0,001 Monokultur Kontrolle bzw. gg. 

60,94 ± 2,52 µm, Monokultur Hypoxie, p <0,001). Einen Messzeitpunkt später (72h 

n. I.) ist die Monokultur Kontrolle dagegen signifikant länger (81,94 ± 3,40 µm, Mo-

nokultur Kontrolle gg. 72,25 ± 2,75 µm, Kokultur Kontrolle, p = 0,046). Im Gegensatz 

dazu besitzen die Neuriten der unipolaren ICN aus der Monokultur Hypoxie 96h n. 

I. die größte Länge (81,96 ± 2,65 µm) und unterscheiden sich damit signifikant ge-

genüber allen anderen Gruppen (73,70 ± 2,50 µm, Monokultur Kontrolle, p = 0,014 

bzw. 72,37 ± 2,08 µm, Kokultur Kontrolle, p = 0,007 bzw. 66,28 ± 4,52 µm, Kokultur 

Hypoxie, p < 0,001). Zum 120h-Zeitpunkt weisen die Neuriten der Kokultur Kontrolle 

die geringste Länge auf (66,92 ± 2,54 µm), es besteht ein signifikanter Unterschied 

gegenüber der Monokultur Kontrolle (77,33 ± 3,63 µm, p = 0,013) sowie der Kokultur 

Hypoxie (66,28 ± 4,52 µm, p = 0,024). 

Die Neuriten der bipolaren ICN (Bild B) der Monokultur nach Hypoxiebehandlung 

weisen 48h n. I. die signifikant kürzeste Neuritenlänge auf (43,72 ± 1,89 µm gg. 

49,97 ± 2,07 µm, Monokultur Kontrolle, p = 0,024 bzw. 58,38 ± 2,74 µm, Kokultur 

Kontrolle, p < 0,001), besitzen zum 72h-Zeitpunkt aber bereits die größte Neuriten-

länge (62,30 ± 2,77 µm), jedoch ohne signifikanten Unterschied zu den anderen 

Gruppen (58,73 ± 2,13 µm, Monokultur Kontrolle, p = 0,429 bzw. 58,47 ± 2,99 µm, 

Kokultur Kontrolle, p =0,528). Im weiteren Verlauf der Messungen findet sich, auf-

grund des signifikanten Abfalls innerhalb dieser Gruppe, ein signifikanter Unter-

schied zwischen der Monokultur Kontrolle und den anderen Gruppen. Es gibt keine 

weiteren signifikanten Längendifferenzen. Die Monokultur-Hypoxie-Gruppe verfügt 

96h n. I. über die längsten Neuriten (55,75 ± 2,41 µm), 120h n. I. haben die Neuriten 

der Kokultur Hypoxie die durchschnittlich größte Länge (60,33 ± 2,74 µm), ein sig-

nifikanter Unterschied zur Kontrollgruppe der Kokultur besteht nicht (p = 0,07). 
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Ähnlich den unipolaren ICN besitzen die multipolaren ICN (Bild C) aus der Kokultur-

Kontroll-Gruppe 48h n. I. eine größere Länge als die anderen Gruppen (39,82 ± 

1,95 µm gg. 36,20 ± 1,73 µm, Monokultur Kontrolle, p = 0,041 bzw. 36,59 ± 1,82 µm, 

Monokultur Hypoxie, p = 0,041). Durch die Zunahme der Neuritenlänge im Vergleich 

zum 48h-Zeitpunkt (s. o.) stellt die Monokultur-Hypoxie-Gruppe die längsten Neuri-

ten 72h n. I. (43,87 ± 1,88 µm), mit signifikanter Längendifferenz zur Monokultur 

Kontrolle (35,62 ± 1,26 µm, p = 0,001), nicht jedoch zur Kokultur Kontrolle (35,74 ± 

1,57 µm, p = 0,064). Die Kokultur Kontrolle weist 96h n. I. die größte Neuritenlänge 

auf (39,76 ± 1,62 µm), signifikant verschieden zur Monokultur Kontrolle (32,81 ± 

1,15 µm, p < 0,001) und Kokultur Hypoxie (34,81 ± 1,24 µm, p = 0,031). Auch un-

terscheidet sich die Monokultur ohne Signifikanz von der Monokultur mit Hypoxie-

behandlung (37,72 ± 1,70 µm, p = 0,007). 120h n. I. besitzt die Kokultur Hypoxie die 

durchschnittlich längsten Neuriten (37,42 ± 1,35 µm), signifikant länger als die der 

Kokultur Kontrolle (29,80 ± 2,06 µm, p = 0,034).
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Abbildung 19: Neuritenlängen der verschiedenen Kulturformen im direkten Vergleich 
Dargestellt sind die Neuritenlängen zu den jeweiligen Messzeitpunkten, aufgeteilt nach Kulturmethode (Monokultur Kontrolle in grau, Kokultur Kon-
trolle in türkis, Monokultur Hypoxie in rot, Kokultur Hypoxie in weiß) und Neurontyp (unipolar ohne Muster, bipolar mit Längsstreifung und multipolar 
kariert; Mittelwert + SEM, Mann-Whitney-U-Test, *p < 0,05; **p < 0,01; *** p <0,001). 
Durch Zugabe der atrialen Myozyten („Kokultur Kontrolle“, türkis) sind 48h nach Isolation die Neuriten unabhängig des Neurontyps signifikant am 
längsten (Ausnahme: keine signifikanter Unterscheid gegenüber den bipolaren Neuronen der „Monokultur Kontrolle“, grau). Nach Hypoxiebehand-
lung weisen die multipolaren Neurone in Monokultur die signifikant größte Länge mit einem klaren Längenzuwachs zum Vorzeitpunkt auf (48h n. I., 
„Monokultur Hypoxie“, rot). Dies gilt ebenso für die unipolaren Neurone jedoch erst zum folgenden Messzeitpunkt (96h n. I.). Auch durch Hypoxie-
behandlung der Kokulturen („Kokultur Hypoxie“, weiß) weisen diese im Vergleich zu der Kontrollgruppe mit atrialen Myozyten signifikant längere 
Neuriten bei uni- und multipolaren Neuronen am letzten Messpunkt (120h n. I.) auf.
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5. Diskussion 

 

In der vorliegenden Arbeit wurde Einfluss einer passageren Hypoxie auf das Neuri-

tenwachstum der ICN in Mono- und Kokultur mit atrialen Myozyten untersucht.  

Hierzu wurden durch konventionelle sowie immunhistochemische Untersuchungen 

die Lage der ICG im epikardialen Fett sowie deren vornehmlich parasympathischer 

Phänotyp bestätigt (Wake und Brack, 2016). Dies ermöglichte eine gezielte sowie 

reproduzierbare Isolation und Kultivierung der ICN in Monokultur. Durch Zugabe 

von atrialen Myozyten und/oder Versetzen in einen passageren hypoxischen Zu-

stand wurde der Einfluss der Einzelereignisse als auch deren Zusammenwirken auf 

die ICN durch Veränderungen Ihres Neuritenwachstums sichtbar.  

In dieser Arbeit konnte (1.) ein Kokultur-Modell aus ICN und atrialen Myozyten mit 

stetigem Neuritenwachstum der ICN erfolgreich etabliert werden. Überdies wurde 

gezeigt, dass (2.) das Neuritenwachstum durch den Hypoxieeinfluss gesteigert und 

(3.) durch die Kokultivierung mit atrialen Myozyten moduliert werden konnte. 

 

5.1 Histologie der intrakardialen Ganglien 

5.1.1 Lokalisation der intrakardialen Ganglien am Herzhilum 

Als erster Schritt zur Auffindung der intrakardialen Ganglien wurden diese in der 

histologischen Untersuchung der Mäuseherzen im epikardialen Fettgewebe um das 

Herzhilum gesucht. Die Ganglien fanden sich zwischen Truncus pulmonalis bzw. 

Pulmonalarterien, Pulmonalvenen, Myokard und Vena cava superior bzw. Aorta.  

In Ratten wurden vier Hauptlokalisationen der intrakardialen Ganglien beschrieben 

(Pardini et al., 1987, Richardson et al., 2003): (1.) Kranial des rechten Atriums zwi-

schen Vena cava und Aorta, (2.) kranial des Septum interatriale, zwischen den At-

rien und Truncus pulmonalis bzw. Pulmonalarterien, (3.) dorsal des linken Atriums 

bzw. der linken Vena cava superior sowie (4.) dorsal des inferioren Teils des Sep-

tum interatriale und rechten Atriums mit Ausbreitung in die Nähe des rechten Bron-

chus.  

Eine ähnliche Topographie weisen die GPs der Maus auf: Diese sind größtenteils 

auf drei im epikardialen Fettgewebe befindliche Bereiche verteilt: (1.) kranial und 
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(2.) kaudal der Pulmonalvenen sowie (3.) im Sulcus interatrialis (Maifrino et al., 

2006). Neuere Daten bestätigen die Lage der Ganglien um die Pulmonalvenen bzw. 

an deren Wurzel (Rysevaite et al., 2011a) sowie an der Wurzel der rechten Vena 

cava superior bis zum Sulcus terminalis (Pauza et al., 2013).  

Die Topographie der in dieser Arbeit dargestellten Ganglien deckt sich mit der Lite-

ratur: Die Ganglien fanden sich im epikardialen Fettgewebe des Herzens, durch lo-

ckeres Bindegewebe vom Myokard abgegrenzt (Pardini et al., 1987, Yuan et al., 

1994). Daher ist anzunehmen, dass die in dieser Untersuchung entdeckten Gang-

lien zu den intrakardialen Ganglien gehören. 

 

5.1.2 Aufbau und Größe der intrakardialen Ganglien der Maus im Vergleich 

zu anderen Spezies 

Durch die histologische Untersuchung konnten die ICG mit ihrer charakteristischen 

länglich-ovalen bis zigarrenförmige Struktur im epikardialen Fettgewebe dargestellt 

werden.  

Die Größe und Form der gefundenen Strukturen wurden mit der gegenwärtigen Li-

teratur abgeglichen: Die ICG variieren in ihrer jeweiligen Größe, z. T. konnten auch 

einzeln gelegene Neurone außerhalb von Ganglien nachgewiesen werden (Yuan et 

al., 1994). ICG besitzen meist eine ovale oder runde Form mit einer ausgeprägten 

Kapsel aus Bindegewebe, die bei größeren Ganglien stärker ausgeprägt ist (King 

und Coakley, 1958, Pardini et al., 1987, Yuan et al., 1994). Diese Beschreibungen 

decken sich mit der vorgefundenen Morphologie. Kleine Blutgefäße, v. a. Kapillaren 

innerhalb der Ganglien wurden nicht gefunden, obwohl diese in elektronenmikro-

skopischen Aufnahmen sehr gut darstellbar waren (Baluk und Gabella, 1987).  

Unter höherer mikroskopischer Auflösung fanden sich große, ovale, randständig ge-

legene Nervenzellkörper mit basophilem Zytoplasma und diese umgebende, kleine 

Satellitenzellen sowie schwach basophile Nervenfasern innerhalb der gefundenen 

Strukturen. Die Nervenzellkörper waren durch eine dünne Kapsel vom umgebenden 

Gewebe abgegrenzt und besaßen prominente, stark basophile Nucleoli in blassen 

Zellkernen. 

Laut Literatur finden sich in ICG charakteristischerweise Neurone, Satellitenzellen, 

small intensely fluorescent cells (SIF-Zellen) (s. 5.2.3) (Baptista und Kirby, 1997) 
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und, wie auch in anderen peripheren autonomen Ganglien, Nervenfasern (Koblov, 

1963, Xi et al., 1991). Durch Untersuchungen an verschiedenen Säugetieren (da-

runter Ratten, Meerschweinchen, Katzen und Affen) konnten die morphologischen 

Eigenschaften der ganglionären Neurone genauer bestimmt werden: sie präsentie-

ren sich als große Zellen mit blassem Zellkern und prominenten Nucleoli (Ellison 

und Hibbs, 1976). Diese werden, wie in der vorliegenden Arbeit aufgezeigt, von Sa-

tellitenzellen mantelförmig umlagert, um diese damit gegenüber anderen Neuronen 

und dem Extrazellulärraum zu isolieren (Baluk und Gabella, 1987). 

 

5.1.3 Die intrakardialen Neurozyten exprimieren TH oder NF 

Zur Bestätigung, dass es sich bei den dargestellten Ganglien um intrakardiale 

Ganglien handelte und, um die Ausbreitung der neuronalen Zellen erfassen zu 

können, wurden immunhistochemische Färbungen durchgeführt. Es wurde in die-

ser Arbeit gezeigt, dass die innerhalb der Ganglien gelegenen Zellen immunhisto-

chemisch gegen TH, NG und bIII anfärbbar waren. Dabei konnte vor allem in klei-

neren Zellen NF bzw. bIII nachgewiesen werden. Diese machten den Großteil der 

Zellen aus. Dagegen gab es nur wenige, große, ovale, TH-exprimierende (adr-

energe) Zellen, die einen großen, nicht fluoreszierenden Zellkern aufwiesen, und 

randständig lagen. Die untersuchten Ganglienzellen zeigten jeweils die Expression 

entweder von NF bzw. bIII oder TH. Einige große, ovale Zellen waren dagegen ge-

genüber beiden Proteinen negativ. 

Die meisten Neurone der intrakardialen Ganglien der Maus konnten über ChAT 

als cholinerg identifiziert werden (Mabe et al., 2006). Rysevaite et al. demonstrier-

ten, dass dies für 83% der Neurone gilt, nur 4% waren als adrenerg durch alleinige 

TH-Expression zu bezeichnen. Einen gemischten Phänotyp zeigten 14 % der Neu-

rone, diese sind damit cholinerg und adrenerg (Rysevaite et al., 2011b). Andere 

immunhistochemische Untersuchungen der Maus haben gezeigt werden, dass 

etwa 30 % der cholinergen Neurone auch adrenerg sind (Hoard et al., 2008). In 

Zellkulturversuchen sind es dagegen nur 21 % (Hoard et al., 2007). In den atrialen 

ICG der Ratte sind alle Neurone aufgrund von ChAT-Expression als cholinerg ein-

zustufen, nur kleine, randständige, in Gruppen angeordnete Zellen sind adrenerg 

(Richardson et al., 2003). Die meisten menschlichen intrakardialen Ganglien besit-

zen cholinerge Neurone, es finden sich nur wenige adrenerge Nervenzellen 
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(Hoover et al., 2009). Dies gilt in gleicher Relation für die Nervenfasern (Hoover et 

al., 2009). Die Ganglien selbst zeigen starke Immunreaktivität gegenüber Acetyl-

cholinesterase (AChE) und sind damit als cholinerg zu bezeichnen (Pauza et al., 

2002). Auch gibt es topographische Unterschiede: So zeigen v. a. die großen 

Ganglien an der Herzbasis sowie am Epikard nahe der Einmündung der rechten 

VCS cholinerge Axone, adrenerg sind dagegen v. a. die Nervenfasern ventral und 

dorsal des linken Atriums. Auch die die Ganglien verbindenden Nervenfasern ex-

primieren ChAT (Rysevaite et al., 2011b). 

Die Verteilung der adrenergen Neurone der beschriebenen Untersuchung bestäti-

gen die Angaben der Literatur, wobei sie allein anhand der Zahl der TH-positiven 

Neurone die Daten von Hoard et al. besser wiederspiegeln, als die von Rysevaite 

et al. Die neuronalen Marker NF bzw. bIII wurden statt ChAT verwendet, um die 

neuronalen Strukturen, unabhängig von cholinergem, adrenergem oder ähnlichem 

Charakter darzustellen (Lee et al., 1990, Yuan et al., 2012). Dabei war zu beach-

ten, dass Neurofilament (NF) nicht in allen nervalen Strukturen vorhanden ist 

(Sharp et al., 1982, Gulbenkian et al., 1987). Eine mögliche Alternative wäre das 

protein gene product 9.5 (PGP 9.5) gewesen, da es speziell Neurone im kardi-

ovaskulären System darstellen kann (Gulbenkian et al., 1987). PGP 9.5 wurde be-

reits zur Identifizierung von Ganglien verwendet (Arora et al., 2003) und ist in allen 

Nervenzellkörper der Atrien des Meerschweins zusammen mit ChAT nachweisbar 

(Leger et al., 1999). Für eine grundlegende Unterscheidung, ob es sich um Neu-

rone handelt oder nicht, war NF allerdings vollkommen ausreichend. 

Der Nachweis von TH diente der Abgrenzung zu anderen neuronalen Strukturen, 

wie etwa dem Nervus vagus (Coote, 2013). Zwar sind neben anderen autonomen 

Ganglien, wie dem Ganglion stellatum (Maslyukov et al., 2006) oder höher gelege-

nen sympathischen Ganglien (Weihe et al., 2005), auch die intrakardialen Neu-

rone der Maus z. T. adrenerg (Hoard et al., 2008, Rysevaite et al., 2011b), aller-

dings muss dies kritisch betrachtet werden: Kleine randständige, in Gruppen ange-

ordnete Zellen innerhalb der intrakardialen Ganglien der Ratte exprimieren eben-

falls TH, es handelt sich in diesem Fall aber um SIF-Zellen (small intensely flu-

orescent cells). Dies sind vereinzelt liegende, z. T. auch in Gruppen um kleine 

Blutgefäße angeordnete, kleine Zellen, die extrem stark fluoreszieren und Kate-

cholamine in großer Menge enthalten (Eränkö, 1976). SIF-Zellen wurden ebenso 
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in intrakardialen Ganglien von Mäusen, Ratten und anderen Spezies nachgewie-

sen, allerdings wurden sie auch außerhalb der Ganglien, u. a. im umgebenden 

Fettgewebe und zwischen Myokardzellen gefunden (Ehinger et al., 1968). Dies 

trifft in der vorliegenden Untersuchung nicht für die TH-fluoreszierenden Zellen zu.  

Im Unterschied zu TH-exprimierenden Neuronen mit relativ großem Durchmesser 

zeigen die SIF-Zellen keine Expression der Dopamin-β-Hydroxlase (Slavikova et 

al., 2003). In weiteren Untersuchungen könnte über diesen Unterschied eine si-

chere Differenzierung zwischen Neuronen und SIF-Zellen gelingen. Die Größe 

und Morphologie der gefundenen, TH-exprimierenden Zellen sprechen stark dafür, 

dass es sich um Neurone, nicht um SIF-Zellen handelt. Außerdem weist hoher An-

teil an adrenergen Zellen (bis zu 50%) auf intrakardiale Ganglien hin (Weihe et al., 

2005). 

Durch die histologischen und immunhistochemischen Untersuchungen wurde die 

Lage der Ganglien, wie in der Literatur beschrieben, bestätigt. Dadurch war die 

Isolation eben dieser Ganglien bzw. der enthaltenen ICN in den darauffolgenden 

Schritten möglich. 

 

5.2 Kultivierung der ICN 

5.2.1 Voraussetzungen für die Isolation und Kultivierung der ICN 

Zur Bestimmung ihrer Neuritenlänge wurden ICN aus dem Fettgewebe um das 

Herzhilum der Maus isoliert, kultiviert sowie darauffolgend die Neuritenlänge be-

stimmt. 

Als Grundvoraussetzung dafür war es nötig, die Lokalisation der zu isolierenden 

Neurone zu bestimmen. Dies erfolgte durch die histologische und immunhistoche-

mische Untersuchung der Herzen (s. 4.1 und 4.2), unter Einbeziehung der in der 

Literatur beschriebenen Neuroanatomie der Maus.  

Das weitere methodische Vorgehen orientierte sich an bereits beschriebenen Isola-

tionsverfahren ICN (Her et al., 2000, Hoard et al., 2007, Verkerk et al., 2012). Durch 

die veränderte Zusammensetzung des Isolationsmediums (Neurozyten-Medium) 

konnte die Kultivierung optimiert werden, da durch die Zugabe von Ascorbinsäure, 
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Gibco B27 und Gibco Fungizone die Überlebensbedingungen der Neurone optimiert 

werden konnten (s. 3.5.1). 

Eine Möglichkeit zur Optimierung der Zellisolation stellt das Preplating dar. Mit einer 

qualitativ besseren Isolation und damit einer höheren ICN-Dichte bietet es eine gute 

Alternative zur angewandten Isolationstechnik. Es wurde jedoch aufgrund der me-

thodenbedingt geringen Zellausbeute sowie avitaler Zellen nach Isolation nicht als 

Standardverfahren verwendet. Ein genauer Grund für die Störanfälligkeit dieser Me-

thode konnte nicht eruiert werden. Zu vermuten ist jedoch ein hoher Verlust an Zel-

len beim Transferieren bzw. eine Schädigung der Zellen durch das relativ häufigere 

Transferieren. Dabei wirken v. a. Scherkräfte auf die Zellen, was wiederum zum 

Zellschaden bzw. Zelltod führen kann (Ludwig et al., 1992, Tanzeglock et al., 2009). 

Ein weiterer unerwünschter Aspekt des Preplatings ist, dass die mit Preplating iso-

lierten Neurone und deren Neuriten nach wenigen Tagen in Kultur im Vergleich zu 

einer Kontrollgruppe ohne Preplating deutlich kleiner sind (Hoard et al., 2007). Die-

ser Effekt ist wahrscheinlich auf die geringe Zahl/ Abwesenheit von wachstumsför-

dernden Fibroblasten (Mias et al., 2013) sowie anderer durch das Preplating redu-

zierter Faktoren zurückzuführen.  

 

5.2.2 Die morphologische Identifizierung der ICN 

In der vorliegenden Arbeit konnten die ICN bis zu einer Zeit von maximal 120 h in 

Monokultur bzw. 144 h in Kokultur beurteilt werden. Spätere Zeitpunkte boten nicht 

mehr die Möglichkeit, Neurone von nicht-neuronalen Zellen zu unterscheiden, da 

die Zelldichte in der Kultur zu groß war. Die Kulturen wurden daher nach spätestens 

144 h verworfen 

Die Einteilung der dokumentierten Zellen in neuronale und nicht-neuronale Zellen 

erfolgte dabei anhand der Zellmorphologie. Die Beschreibungen der ICN von Ratten 

und Meerschweinen boten eine gute Orientierung und dienten der Einteilung der 

Zellen in unipolare, bipolare und multipolare Neurone (Horackova et al., 1996, 

Pauza et al., 1997b, Richardson et al., 2003).  

Es war davon auszugehen, dass, der Isolationsmethode geschuldet, nicht nur neu-

ronale Zellen, sondern auch nicht-neuronale Zellen in der Kultur vorhanden waren. 

Den überwiegenden Teil dieser Zellen machten kardiale Fibroblasten aus (Banerjee 

et al., 2007). Diese Zellen konnten aufgrund ihrer flachen, spindelartigen Form mit 
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zahlreichen Ausläufern (Souders et al., 2009) bzw. ihrer sternartigen Form (Eghbali 

et al., 1991) sowie der Eigenschaft, netzwerkartige, sehr dichte Zellverbände mit 

einer Vielzahl an Kontakten zwischen den einzelnen Zellen zu bilden, von den Neu-

ronen abgegrenzt werden (Camelliti et al., 2005b). Überdies ist bekannt, dass ihre 

Zahl mit steigenden Kultivierungsdauer zunimmt (Baum und Duffy, 2011). 

Mit Hilfe dieser Kriterien konnten die ICN objektiv von den nicht-neuronalen Zellen 

abgegrenzt werden. Ferner erfolgten eine Begutachtung und Einteilung der Zellen 

von mehreren, unabhängigen Untersuchern. Dies erhöhte die Objektivität und die 

Genauigkeit der Einteilung weiter. Eine immunzytologische Färbung könnte den-

noch für zukünftige Forschungen eine Identifizierung mit höherer Zuverlässigkeit, 

speziell bei längerer Kulturdauer mit hoher Zelldichte, ermöglichen bzw. die Identi-

fizierung erleichtern.  

 

5.3 Die Neuriten der ICN zeigen kein lineares Wachstum 

Die Neuritenlängen der ICN in Monokultur wurden gemessen, um das Wachstums-

verhalten der Neuriten unter Einfluss der Kokultur und/oder Hypoxie mit einem Ba-

siswert vergleichen zu können. 

Es konnte in dieser Arbeit folgendes Neuritenwachstum der isolierten ICN in Mono-

kultur festgestellt werden: Die unipolaren und bipolaren ICN erreichten 72 h nach 

Isolation ihre maximale Neuritenlänge, die multipolaren ICN bereits 48 h nach Iso-

lation.  

In der Literatur wurde bisher das Neuritenwachstum der murinen ICN in Kultur bis 

drei Tage nach Isolation beschrieben, wobei die ersten Neuriten erst am Tag nach 

der Isolation sichtbar waren (Hoard et al., 2007). Eine genaue Angabe über die 

durchschnittliche Länge der Neuriten wurde dabei nicht gemacht, nur der längste 

Neurit wurde jeweils betrachtet (Hoard et al., 2007).  

Es ist kein direkter Vergleich der gemessenen Neuritenlängen der ICN-Kulturen mit 

anderen Arbeiten möglich, da keine ähnlichen Versuche in der Literatur beschrieben 

bzw. die Neuritenlängen dabei bestimmt wurden. Es konnte jedoch für die Axone 

der Neurone aus dem Spinalganglion des Huhns eine Wachstumsgeschwindigkeit 
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von 20-40 µm/ h nachgewiesen werden, allerdings wurde ein anderes Kulturme-

dium (modifiziertes F12 + fetales Kälberserum) als in vorliegenden Arbeit verwendet 

(Yamada et al., 1970). Eine relativ neue Studie zeigt eine durchschnittliche Neuri-

tenlänge (± SD) von 420,37 ± 192,92 µm mit bzw. 229,42 ± 102,15 µm ohne Zugabe 

von nerve growth factor (NGF) nach insgesamt achttägiger Kultivierung von lumba-

len Spinalganglienzellen der Ratte (Kim et al., 2015). Die doch deutlich dazu unter-

schiedlichen Neuritenlängen in der vorliegenden Arbeit (maximale Länge: 81,94 ± 

3,40 µm, unipolar, ICN-Monokultur nach 72 h), sind am ehesten durch die verschie-

denen Zelltypen (Spinalganglienzellen gg. ICN) sowie durch die unterschiedliche 

Dauer (8 Tage gg. maximal 5 Tage) und die 3D-Kulturtechnik von Kim et al. erklär-

bar. 

Andere Untersuchungen der Neurone muriner, lumbaler Spinalganglien zeigten 

nach vorheriger, artifizieller Nervenverletzung, dass die Neuritenlängen unter NGF-

Zugabe nach 48 stündiger Kultivierung 800 – 900 µm maßen (Edstrom et al., 1996). 

Dabei übertraf dies die Länge der Kontrolle (ohne NGF) etwa um das Doppelte 

(Edstrom et al., 1996). Hierbei dürften die erneut größeren Neuritenlängen vergli-

chen mit den Ergebnissen der hier dargestellten Untersuchung auf u. a. die vorher 

zugefügte Nervenverletzung, die unterschiedlichen Zelltypen, als auch auf die Kul-

tivierungsmethode (Matrigel, RPMI-Medium) zurückzuführen sein (Edstrom et al., 

1996). 

In der vorliegenden Arbeit wurde ein Abfall der Neuritenlänge bei bi- und multipola-

ren Neuronen zwischen 72 und 96 h in Kultur beobachtet. Insgesamt ist aber fest-

zustellen, dass sich am jeweils letzten erfolgten Messzeitpunkt (120 h n. I.) die ge-

messene Länge der Neuriten nicht signifikant von ihrem Maximalwert unterscheidet. 

Untersuchungen an spinalen Neuronen des Zebrafisches zeigten einen Abfall der 

Wachstumsgeschwindigkeit der Neuriten nach 12 h, wobei die kultivierten Zellen 

mindestens 24 h überlebten (Chen et al., 2013). Dies erklärt zwar nicht den beo-

bachteten Abfall der Neuritenlänge, jedoch zeigt dies ein nichtlineares Wachstums-

verhalten der Neurone an. Es könnte in weiteren Untersuchungen im Rahmen der 

Zellkultur, auch an anderen Spezies, überprüft werden, ob generell ein Rückgang 

der Wachstumsgeschwindigkeit, gegebenenfalls (ggf.) sogar ein Abfall der Neuri-

tenlänge beobachtbar ist. Denkbar wäre auch, dass durch eine Zunahme der abso-



5. Diskussion 

77 
 

luten Zahl an Neuriten im Verlauf der Kultivierung (Hoard et al., 2007) der durch-

schnittliche Längenwert abfällt, es sich also nur um ein statistisches Phänomen han-

delt. 

Ein weiterer, das Wachstum der Neuriten beeinflussender Faktor stellt die Vorbe-

schichtung der Kulturplatten dar: Poly-D-Lysin stimuliert das Neuritenwachstum von 

sympathischen Ganglienzellen nur relativ schwach aufgrund seiner klebrigen Kon-

sistenz (He und Baas, 2003). Vielmehr wird durch die Zugabe von Laminin zum 

Kulturmedium oder zur Vorbeschichtung mit Poly-D-Lysin das Neuritenwachstum 

gefördert. Dabei haftet das Laminin an dem positv-geladenen Poly-D-Lysin und ist 

daher gut zugänglich für die Zellen (He und Baas, 2003). Auch beim Zebrafisch, bei 

Mäusen und bei Ratten konnte gezeigt werden, dass die Wachstumsrate der Neu-

riten abhängig von der Vorbeschichtung ist und, dass mit Laminin vorbeschichtete 

Kulturplatten im Vergleich zu D-Lysin höhere Wachstumsraten ermöglichen (Baird 

et al., 1992, Lein et al., 1992, Chen et al., 2013). Diese Faktoren sollten bei der 

Beurteilung des Wachstumsverlaufs berücksichtigt werden, können jedoch für den 

Abfall der Neuritenlänge keine Erklärung liefern. Eine Beeinflussung der Wachs-

tumsgeschwindigkeit in den Kulturen dieser Arbeit durch die Vorbeschichtung ist 

jedoch aufgrund der Literatur anzunehmen. 

Weiterhin sind andere Einflussfaktoren zu beachten: So wurde nachgewiesen, dass 

Acetylcholin und Carbamylcholin (cholinerger Rezeptorantagonist) das Neuriten-

wachstum hemmen, Acetylcholinesterase dagegen stimulierend wirkt (Small et al., 

1995). Auch die Cholinacetyltransferase führt zu einem vermehrten Neuritenwachs-

tum (Bignami et al., 1997, De Jaco et al., 2002) Da in der Kultur von vorwiegend 

cholinergen Neuronen auszugehen ist (Hoard et al., 2007), könnte eine vermehrte 

Freisetzung von Acetylcholin oder eine verminderte Expression der Acetylcholines-

terase bzw. der Cholinacetyltransferase das Neuritenwachstum beeinflussen. Es ist 

daher wahrscheinlich, dass diese Faktoren das Wachstum der dargestellten Kultu-

ren beeinflusst haben.  

 

Ebenso könnten die nicht-neuronalen Zellen in der Kultur Einfluss auf die Neurone 

nehmen. So wurde gezeigt, dass Schwann-Zellen Wachstumsfaktoren wie NGF se-

zernieren und dadurch das Axonwachstum regulieren (Webber und Zochodne, 
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2010). Aber auch eine autokrine Sekretion des Neurotrophins wurde bereits für sym-

pathische Nervenzellen nachgewiesen und wäre denkbar (Mcwilliams et al., 2015) 

Für NGF wurden bereits in vielen Studien positive Effekte auf das Neuritenwachs-

tum sowie das Überleben von ganglionären Neuronen beschrieben (Ruit et al., 

1990, Wiesmann und De Vos, 2001). Daher ist es wahrscheinlich, dass auch in den 

hier dargelegten Untersuchungen ein wachstumsfördernder Effekt durch nicht-neu-

ronale Zellen z. B. über NGF-Freisetzung erzielt wurde. 

Ein Störfaktor der Messung der Neuritenlänge könnte auch in der kurzen Kultivie-

rungszeit liegen: Zentrale Neurone bilden ihre Axone in fünf Schritten aus, wobei 

sich zunächst die Neuriten ausbilden (Takano et al., 2015). Erst nach sieben bis 

zehn Tagen ist eine sichere Abgrenzung von Dendriten und Axonen möglich 

(Takano et al., 2015). Bei hippocampalen Neuronen ist 36 – 72 h nach Isolation 

erkennbar, welcher der Neuriten sich zu einem Axon entwickelt, die restlichen Neu-

riten werden dann zu Dendriten (Dotti et al., 1988, Takano et al., 2015). Aufgrund 

der Kultivierungszeit von maximal fünf bzw. sechs Tagen in dieser Arbeit, war es 

daher nicht möglich zwischen Axonen und Dendriten zu differenzieren. Es wurde 

daher von Neuriten gesprochen. Eine differenzierte Messung zwischen Axonen und 

Dendriten könnte einen anderen Wachstumsverlauf zeigen. 

Die in dieser Arbeit dargestellten Ergebnisse sprechen insgesamt für ein nichtline-

ares Neuritenwachstum der ICN mit Einflussnahme verschiedener zellulärer als 

auch chemisch-hormoneller Faktoren. Der Abfall der Neuritenlänge zwischen 72 

und 96 h ist dagegen bisher durch die Literatur nicht ausreichend erklärbar. 

 

5.4. Myozyten stabilisieren das Neuritenwachstum 

Durch Zugabe der atrialen Myozyten wurde der Effekt der Myozyten bzw. des Zu-

sammenspiels von Myozyten und ICN auf das Neuritenwachstum der ICN unter-

sucht. In der Kokultur änderte sich die maximale Länge der ICN-Neuriten nicht, je-

doch erreichten die unipolaren Neurone diese bereits nach 48 h in Kultur. Die mul-

tipolaren Neurone nahmen erst zwischen 96 h und 120 h nach Isolation an Neuri-

tenlänge ab. Insgesamt war ein modulierender Effekt auf die Neuritenlänge zu er-
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kennen: So fiel diese zwischen 72h und 96h n. I. nicht ab, weiterhin war der Unter-

schied der Durchschnittslängen zwischen den gemessenen Zeitpunkten beginnend 

bei 48h n. I. im Vergleich zur Monokultur vermindert. 

In vorherigen Studien konnten Langzeit-Kulturen (3-10 Wochen) mit ventrikulären 

Myozyten und Neuronen aus dem Ganglion stellatum bzw. den intrakardialen Gang-

lien etabliert werden (Horackova et al., 1993). Durch elektronenmikroskopische Un-

tersuchungen dieser Kulturen konnten Verbindungen zwischen Neuronen und My-

ozyten in Form von Synapsen en passant dargestellt werden (Horackova et al., 

1993). In weiteren Studien wurde gezeigt, dass die Neurone der intrakardialen 

Ganglien in Kokultur mit ventrikulären Myozyten nur wenige Neuriten ausbilden und 

diese, im Verhältnis zu Neuronen aus dem Ganglion stellatum, kleiner erscheinen 

(Horackova et al., 1996). Durch die Kokultur haben sich die elektrophysiologischen 

Eigenschaften der Myozyten, verglichen mit Monokulturen, so verändert, dass sie 

solchen aus in-vivo-Untersuchungen gleichen (Horackova et al., 1993). Daher 

wurde von einer funktionellen Interaktion zwischen Myozyten und Neuronen ausge-

gangen (Horackova et al., 1993). Dies wird durch die Beobachtung untermauert, 

dass in Kokulturen von suprazervikalen Ganglien und ventrikulären Myozyten der 

Ratte zwischen 20 und 50 % der Neurone direkte Verbindungen zu den Myozyten 

ausbildeten, über die die Myozyten nachweisbar innerviert wurden (Ogawa et al., 

1992). 

Aufgrund dieser Angaben aus der Literatur und der beobachteten Veränderungen 

des Neuritenwachstums ist von einer funktionellen Verbindung zwischen atrialen 

Myozyten und ICN in der hier beschriebenen Kokultur auszugehen. Diese Verbin-

dung zeigt sich durch eine relative konstante Neuritenlänge, sobald ein bestimmtes 

Niveau erreicht wurde. Direkte Verbindungen zwischen den Zellarten wurden in die-

ser Arbeit nicht fokussiert beobachtet, jedoch ist aufgrund der Literaturangaben von 

diesen auszugehen (Beaumont et al., 2015, Jungen et al., 2017). 

Folgende Faktoren könnten einen Einfluss auf das hier beobachtete Neuriten-

wachstum haben: Es konnte gezeigt werden, dass kultivierte, neonatale Kardiomy-

ozyten der Ratte NGF produzieren (Lockhart et al., 1997). NGF zählt zu den Neu-

rotrophinen, die für Erhalt und Überleben zentraler und peripherer Neurone sowie 

deren Wachstum essentiell sind (Wiesmann und De Vos, 2001, Tucker, 2002). NGF 

hat auch einen positiven Effekt auf das Überleben von Kardiomyozyten (Caporali et 
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al., 2008). Diese sezernieren NGF nach Stimulation mit Endothelin-1 und fördern 

dadurch die Ausbildung der sympathischen Innervation des Herzens und das Über-

leben der Neurone (Ieda et al., 2004). Ferner reguliert NGF die Ausbildung neuro-

naler Netzwerke zwischen Myozyten und Neuronen (Lockhart et al., 2000) sowie 

die synaptische Transmission dieser Verbindung (Lockhart et al., 1997).  

Dies macht die Etablierung eines funktionellen Netzwerks zwischen Myozyten und 

ICN in der Kokultur hochwahrscheinlich. Eine mögliche Freisetzung von neurotro-

phen Faktoren könnte erklären, warum eine Abnahme der Neuritenlänge zwischen 

72 und 96 h n. I. in der Kokultur (verglichen mit der Monokultur) nicht zu beobachten 

war. Bekräftigt wird diese Vermutung durch den Nachweis von NGF-Messenger Ri-

bonukleinsäure (mRNA) in den atrialen und ventrikulären Kardiomyozyten 

(Matheson et al., 1997). Dadurch sind diese Zellen in der Lage, NGF z. B. im Rah-

men einer Entzündungsreaktion zu produzieren (Martinelli et al., 2002, Martinelli et 

al., 2006). In anderen Arbeiten wurde allerdings gezeigt, dass kardiale Fibroblasten 

den Großteil des NGF in gesunden Rattenherzen produzieren und der myozytäre 

Anteil der NGF-Produktion nur sehr gering ist (Mias et al., 2013). 

Außerdem könnte eine Aktivitätserhöhung von ChAT durch Herz- und Skelettmus-

kulatur der Ratte (gezeigt an Zellen des Ganglion ciliare) das Neuritenwachstum, 

wie unter 5.3 beschrieben, verstärken (Mclennan und Hendry, 1978). Die Aktivität 

von ChAT war ebenfalls in Kokulturen aus Rückenmarks- und Muskelzellen stark 

erhöht (Giller et al., 1977). Es wurde daraus geschlossen, dass Muskelzellen Medi-

atoren freisetzen, die zu dieser Erhöhung führen (Giller et al., 1977). Dabei ist v. a. 

an Acetylcholin zu denken, das in kardialen Myozyten synthetisiert und aktiv sezer-

niert werden kann (Rocha-Resende et al., 2012). Eine abschließende Beurteilung, 

welche Faktoren einen Einfluss auf das Neuritenwachstum speziell in der Kokultur 

haben, kann durch diese Arbeit nicht erfolgen, da diese Faktoren nicht untersucht 

wurden. Allerdings könnte in zukünftigen Arbeiten die Messung dieser Faktoren im 

entnommenen Kulturmedium erfolgen und darüber der Einfluss der einzelnen Fak-

toren bestimmt werden. 

Weitere zu diskutierende Punkte sind die Verteilung der neuronalen Polarität in der 

Kokultur: In der Literatur heißt es, dass die große Mehrheit der Neurone einen bipo-

laren Phänotyp aufweist, kaum bzw. z. T. keine unipolaren Neurone in den Kokul-
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turen gefunden werden konnten (Horackova et al., 1996). Dies steht im starken Kon-

trast zu den hier vorliegenden Ergebnissen: Die unipolaren Neurone machten im-

mer den größten Anteil der Neuronentypen aus. Multipolare Neurone bildeten die 

kleinste Fraktion der identifizierten Neurone in der Kokultur ohne Hypoxie, bipolare 

Neurone in der Kokultur mit Hypoxie. Eine Änderung der Polarität, z. B. durch län-

gere Kultivierungszeit, ist dabei nicht möglich: Die Polarität der Zelle bleibt dem 

Neuron lebenslang erhalten (Tahirovic und Bradke, 2009). Es bestünde die Mög-

lichkeit, dass sich zunächst nur auf einer Seite des Neurons ein Neurit ausbildet, 

später dann auch auf der anderen Seite, wie es bei zerebellären Neuronen der Fall 

ist (Powell et al., 1997). Allerdings umfasst der Kultivierungszeitraum der untersuch-

ten Neurone die Zeitspanne (36 – 72 h n. I.), in der weitere Neuriten ausgebildet 

werden würden (Powell et al., 1997). Daher hätte dies in den beschriebenen Kultu-

ren erkennbar sein müssen. Andere Studien wiederum bestätigen die vorgefundene 

Verteilung: In Monokulturen machten die unipolaren Neurone fast zwei Drittel aller 

Zellen aus (Pauza et al., 1997b).  

Es ist daher anzunehmen, dass die Verteilung der Polarität u. a. abhängig ist von 

der Art der kultivierten Zellen (atriale gg. Ventrikuläre Neurozyten). Interessanter-

weise zeigt die Literatur für das Ganglion ciliare, dass, obwohl zunächst der Großteil 

der Neurone einen multipolaren Phänotyp aufweist, im Laufe der Zeit die meisten 

Zellen unipolar wurden (Role und Fischbach, 1987). Diese Veränderung wurde auf 

das normale, in-vivo ablaufende Entwicklungsprogramm der Neurone zurückgeführt 

(Role und Fischbach, 1987). 

 

5.5. Hypoxie stimuliert das Neuritenwachstum 

Die ICN-Monokultur wurde einer artifiziell generierten Hypoxie für drei Stunden mit 

anschließender Reperfusion ausgesetzt und der weitere Wachstumsverlauf der 

Zellfortsätze dokumentiert. Dadurch wurde versucht, einen passageren hypoxi-

schen Zustand wie im Rahmen verschiedener Erkrankungen (u. a. Myokardinfarkt, 

OSAS, etc.) zu simulieren. Die Fortsätze aller Zelltypen sind 96 h n. I. länger als im 

Vergleich zur Monokultur ohne Hypoxie, für die multipolaren ICN gilt dies bereits 

nach 72 h. Auffällig ist hier der, wie schon in der Kokultur gezeigte, ausbleibende 

bzw. nicht signifikante Abfall der Neuritenlänge zwischen 72 und 96 h nach Isolation.  
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Dies könnte auf die Ausschüttung von neurotropen Substanzen durch die Hypoxie 

zurückzuführen sein: Nach einer Hypoxie im Rattenhirn wird vermehrt NGF ausge-

schüttet (Lorez et al., 1989), was wiederum das neuronale Wachstum und die 

Sprossung der Neuriten induziert (Cao et al., 2000). Eine Übertragung dieses Me-

chanismus auf die intrakardialen Ganglien ist insofern sehr wahrscheinlich, als dass 

dies auch bei anderen Neuronen beobachtet wurde. So bildeten Neurone des 

Ganglion cervicale superius der Ratte, kultiviert mit Myokardzellen aus einer Periin-

farktzone, mehr und robustere Neuriten aus als bei Kultivierung mit vitalen Myokar-

dzellen (Hasan et al., 2006). Dabei wurde nachgewiesen, dass BDNF (brainderived 

neurotrophic factor)- und NGF-mRNA in Zellen, die an der Grenze eines infarzierten 

Areals (periinfarziell) liegen, zwischen 2 und 120 h nach einer Ischämie mit Reper-

fusion hochreguliert werden (Hiltunen et al., 2001, Hasan et al., 2006). Es findet sich 

dort 120 h nach Hypoxie auch eine diffuse NGF-Expression, weshalb angenommen 

wurde, dass NGF für die postinfarziellen neuronalen Veränderungen von Bedeu-

tung ist (Hiltunen et al., 2001). Auch wurden erhöhte NGF-Level unmittelbar nach 

Myokardinfarkt bei Tieren und Menschen nachgewiesen und für das postinfarzielle 

Nervenwachstum verantwortlich gemacht(Li und Li, 2015). Dabei ist im nicht-infar-

zierten Bereich des Herzens eine höhere Dichte an neu gebildeten sympathischen 

Nervenfasern als im Infarktareal nachweisbar (Zhou et al., 2004). Das Infarktareal 

zeigt zwar einen früheren und deutlicheren Anstieg an NGF-mRNA, dennoch ist das 

Nervenwachstum im nicht-infarzierten Bereich insgesamt größer (Zhou et al., 2004). 

Dies bestätigend wurde eine vermehrte Bildung von Neutrophinen beim Myokardi-

nfarkt aufgezeigt, welche länger und stärker in der Periinfarktzone als im Infarktge-

biet nachweisbar sind (Oh et al., 2006).  

Weiterhin wurde festgestellt, dass NGF von parasympathischen Neuronen gebildet 

wird und dies durch sympathische Neurone stimuliert werden kann (Hasan und 

Smith, 2000). Dadurch könnte die Ausbildung von autonomen axo-axonalen Netz-

werken erklärt werden (Hasan und Smith, 2000). Berücksichtigt man zudem, dass 

durch einen kurzzeitigen Verschluss der koronaren Blutgefäße mit anschließender 

Reperfusion die Aktivität der intrakardialen Neurone verändert wird (Huang et al., 

1993), so ließe sich eine wachstumsinduzierende Freisetzung neurotropher Sub-

stanzen ggf. auch durch die Neurone selbst erklären. Eine kardioprotektive, erhöhte 

ACh-Freisetzung durch ICG in isoliert-perfundierten Herzen (Langendorff-Prepara-

tion) nach Hypoxie und Reperfusion wurde bereits nachgewiesen (Pickard et al., 
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2017). Eine Freisetzung wachstumsinduzierender Faktor durch Neurone ist daher 

möglich, scheint allerdings eher unwahrscheinlich, da die Aktivitätsregulation jedes 

einzelnen Neurons verschieden sein kann, somit auch eine Verminderung der Akti-

vität unter Hypoxie möglich ist (Huang et al., 1993).  

Überdies spielt die 1α-Untereinheit des Hypoxie-induzierbaren-Faktors (HIF, hypo-

xia inducible factor) eine wichtige Rolle im Rahmen des Neuritenwachstums. Unter 

niedriger Sauerstoffkonzentration kommt es zu einer Akkumulierung sowie Translo-

kation dieser HIF-Untereinheit in den Zellkern und folgend einer vermehrten Tran-

skription bestimmter Gene wie z. B. dem Gen des vaskulären endothelialen Wachs-

tumsfaktors A (VEGFA, vascular endothelial growth factor A). VEGFA führt wiede-

rum zu einer erhöhten Neuritenwachstum sowie Regeneration von Neuronen 

(Genetos et al., 2010, Cho et al., 2015).  

Diese Angaben aus der Literatur sprechen für eine vermehrte Produktion von NGF 

oder von anderen Neurotrophinen bzw. Wachstumsfaktoren, induziert durch die Hy-

poxie. Der verstärkte Wachstumsreiz für die neuronalen Zellen und damit der feh-

lende Abfall der Neuritenlänge sowie der Längenunterschied zur Kontrollgruppe 96 

h n. I. ließen sich somit erklären. 

Dem gegenüber steht eine Untersuchung von P12-Zellen, einer Phäochromozytom-

Zelllinie: Es konnte eine Induktion des Neuritenwachstums durch Hypoxie festge-

stellt werden, die weiteren Ergebnisse dieser Studie geben aber Hinweise darauf, 

dass dieser Effekt nicht auf die Ausschüttung von NGF zurückzuführen ist, da be-

stimmte, mit NGF in Verbindung stehende Marker nicht exprimiert wurden 

(O'driscoll und Gorman, 2005). Es wurde die Vermutung aufgestellt, dass eine durch 

den Adenosin-Rezeptor vermittelte Reaktion für das Neuritenwachstum verantwort-

lich sein könnte (O'driscoll und Gorman, 2005). Die in dieser Arbeit erhobenen Da-

ten schließen diese Möglichkeit der Förderung des Neuritenwachstums weder aus 

noch bestätigen sie diese. Eine Untersuchung der in das Kulturmedium sezernierten 

Faktoren, speziell von Neurotrophinen, könnte hier Klarheit bringen.  

Darüber hinaus weisen periphere Nerven eine zunächst langsame Regenerations-

geschwindigkeit auf, die bis zum dritten Tag nach einer Läsion ansteigt und dann 

auf konstantem Niveau verweilt (Sjoberg und Kanje, 1990). Bezieht man dies auf 
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das Wachstumsverhalten der Neuriten, so wäre eine längere Kultivierungszeit wün-

schenswert, um den stimulierenden Effekt auf das Neuritenwachstum durch die Hy-

poxie besser beurteilen zu können. 

Zusammenfassend stellt die Freisetzung von Neurotrophinen durch kardiale Fib-

roblasten und Kardiomyozyten die wahrscheinlichste Ursache des verstärkten Neu-

ritenwachstums nach Hypoxie dar. Zwar ließe sich dadurch der fehlende Abfall der 

Neuritenlänge bei den uni- und bipolaren Neuronen im Vergleich zur Kontrollgruppe 

erklären, der signifikante Abfall der Neuritenlänge der multipolaren Neurone zwi-

schen 72 und 96 h n. I. ist allerdings dadurch nicht hinreichend begründet. 

 

5.6. Die Freisetzung neurotropher Substanzen durch Myozyten 

während einer Hypoxie kann einen zusätzlichen Wachstumsreiz 

darstellen 

Nach Zugabe von atrialen Myozyten zur ICN-Kultur wurde diese Kokultur 48 h spä-

ter unter Hypoxie gesetzt. Dadurch konnte ein Wachstumsreiz für die ICN gesetzt 

werden: Unipolare und multipolare ICN zeigten auch nach 96 bzw. 120 h in Kultur 

einen signifikanten Zuwachs ihrer Neuritenlänge. 

Im Vergleich mit der Kokultur ohne Hypoxie zeigte sich 96 n. I. bei den unipolaren 

ICN ein deutlich geringe Neuritenlänge in der Kokultur-Hypoxie-Gruppe, die multi-

polaren Neurone besaßen sogar signifikant kürzere Neuriten. Einen Messzeitpunkt 

später (120h n. I.) besaßen die uni- und multipolaren Neurone in Kokultur nach Hy-

poxie allerdings signifikant längere Neuriten als in der Kokultur ohne vorherige Hy-

poxie. Da die beiden Gruppen dieser Untersuchung parallel isoliert und kultiviert 

wurden, scheint ein wachstumsmodulierender Effekt durch die Hypoxie wahrschein-

lich. 

Dies könnte u. a. auf die Hypoxie-bedingten Veränderungen an den bzw. durch die 

Myozyten zurückzuführen sein: So sind kardiale Myozyten in der Lage, die Sauer-

stoffkonzentration zu messen und den Gefäßtonus der zuführenden Blutgefäße den 

Bedingungen des Myokards anzupassen(Winegrad et al., 1999). Dies geschieht 

durch Sekretion von Adenosin bei zu geringen Sauerstoffkonzentrationen, durch 

Angiotensin I bei zu hohen (Winegrad et al., 1999). Adenosin fördert in Nervenzellen 

das Wachstum der Neuriten sowie die Aufzweigung der Dendriten (O'driscoll und 
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Gorman, 2005, Ribeiro et al., 2016). Auch für Angiotensin II, das durch das Angio-

tensin-Converting-Enzym (ACE) aus Angiontensin I entsteht (Erdos, 1976), wurde 

ein wachstumsfördernder Effekt auf Neuriten nachgewiesen (Jing et al., 2012).  

Ein für ventrikuläre Myozyten von Ratten entwickeltes Hypoxie-Modell zeigte eine 

erhöhte Laktatproduktion durch anaerobe Glykolyse, eine Abnahme des pH-Werts 

(intra- und extrazellulär), ATP-Degradierung sowie Membranschäden durch eine Is-

chämie (Tumiati et al., 1994). Dabei hat die Azidose selbst einen vor Zelltod schüt-

zenden Effekt (Lemasters et al., 1996), die anschließende Reperfusion verursacht 

starken Schaden an der Zellmembran sowie einen Verlust von ATP (Tumiati et al., 

1994) und eine Mitochondrienschwellung, die letztendlich zum Zelltod führen kann 

(Chiong et al., 2011). Die dabei freigesetzten Stoffe könnten einen das Wachstum 

der Neuriten fördernden Effekt haben: So wird z. B. ATP in großer Menge im Rah-

men einer Hypoxie freigesetzt (Cosentino et al., 2012). ATP kann über einen spezi-

ellen Purin-Rezeptoren (P2Y2) die Sensitivität gegenüber NGF erhöhen und damit 

das Neuritenwachstum verstärken (Arthur et al., 2005, Belliveau et al., 2006) Die 

Menge der ATP-Freisetzung ist dabei auch von der Dauer der Ischämie abhängig: 

Myozyten, die einer Ischämie für 60 und 90 Minuten mit anschließender Reperfusion 

ausgesetzt waren, nahmen nur leichte Schäden (geringer ATP-Verlust), nach 120 

Minuten Ischämie war ein Überleben der Zellen bzw. eine Erholung von der Ischä-

mie nur selten möglich (hoher ATP-Verlust) (Tumiati et al., 1994).  

Ferner konnte der Einfluss des pH-Wertes auf die neuronale Aktivität bereits nach-

gewiesen werden: eine pH-Wert-Erhöhung führt zu einer gesteigerten Aktivität der 

Neurone und umgekehrt (Sinning und Hubner, 2013). Bei einer Hypoxie kommt es 

innerhalb der Myozyten durch eine anaerobe Glykolyse zur Laktatproduktion und 

Senkung des pH-Wertes (Graham et al., 2004). Somit ist es denkbar, dass beim 

Zelltod der Myozyten durch eine Ischämie Protonen aus dem Zellinneren freigesetzt 

werden und somit über die Veränderung des pH-Werts ein Einfluss auf die Aktivität 

der Neurone genommen wird. Auch ein Transport von Protonen aus dem Zellinne-

ren findet im Rahmen einer Ischämie bzw. durch zu hohe Konzentrationen von Pro-

tonen intrazellulär über Transportproteine statt (Graham et al., 2004). 

Außerdem konnte gezeigt werden, dass während der Hypoxie vom Myokard freige-

setztes H2O2 (Wasserstoffperoxid) die Aktivität der intrakardialen Neurone, jeweils 

abhängig von der Zellpopulation, steigert oder hemmt (Thompson et al., 1998). 
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Die im Vergleich zur Kontrollgruppe größeren Längen der Neuriten 120 h n. I. sind, 

wie bereits unter 5.5 beschrieben, am wahrscheinlichsten durch eine Hypoxie-ge-

triggert vermehrte Freisetzung neurotropher Substanzen zu erklären. Weitere Ver-

änderungen der Neuritenlänge sind auf die Zugabe der atrialen Myozten zurückzu-

führen, wahrscheinlich sind dabei die während der Ischämie von ihnen freigesetzten 

Substanzen entscheidend. Es kann durch die Literatur keine sichere Erklärung für 

den genauen Verlauf der Neuritenlänge in der Kokultur mit passagerer Hypoxie ge-

geben werden. 

 

5.7 Klinische Relevanz 

In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass nach einer Hypoxie das Neuriten-

wachstum der ICN gesteigert wird. Dies könnte zu einer veränderten Verschaltung 

innerhalb der und zwischen den GPs und damit zu einer veränderten autonomen 

Beeinflussung des Herzens mit der Folge von häufigeren Arrhythmien führen. 

In der Literatur ist bekannt, dass im Fettgewebe um die Pulmonalvenen gelegene 

ICG direkten Kontakt zum Erregungsleitungssystem des Herzens, speziell dem Si-

nusknoten, besitzen (Zarzoso et al., 2013). Diese Ganglien enthalten sowohl sym-

pathische als auch parasympathische Fasern und können sowohl negativ chronot-

rope (parasympathisch) als auch positiv chronotrope (sympathisch) Effekte über 

den Sinusknoten vermitteln (Zarzoso et al., 2013). 

Auch für den AV-Knoten konnte eine parasympathische Innervation über intrakardi-

ale Ganglien im Fettgewebe zwischen VCI und linkem Atrium gezeigt werden, über 

die die Überleitungszeit des AV-Knotens verändert wird (Gatti et al., 1995). Ebenso 

wird ein negativ inotroper Effekt auf die linksventrikuläre Kontraktilität über ein in-

trakardiales Ganglion vermittelt, das am oberen Rand, ventral des linken Ventrikels, 

am Übergang zum rechten Ventrikel gelegen ist (Gatti et al., 1997). Eine Dysregu-

lation zwischen zentralen Einflüssen, den intrathorakalen und intrakardialen Gang-

lien nach Myokardinfarkt, wurde bereits nachgewiesen (Kember et al., 2013), 

ebenso wie eine Aktivität der intrakardialen Ganglien vor dem Auftreten atrialer Ar-

rhythmien (Choi et al., 2010). 



5. Diskussion 

87 
 

Es ist daher davon auszugehen, dass die über die Ganglien vermittelte Regulation 

der Chronotropie, Dromotropie und Inotropie durch Hypoxie pathologisch beein-

trächtigt und infolgedessen die Arrhythmie-Entstehung begünstigt wird. 

Das in dieser Arbeit gezeigte Neuritenwachstum der Neurone unter Hypoxie ist 

wahrscheinlich auf eine Freisetzung neurotropher Substanzen zurückzuführen.  

Dafür sprechen die erhöhten NGF-Level unmittelbar nach MI bei Hunden (Zhou et 

al., 2004) und Ratten (Hasan et al., 2006), der Nachweis über Bildung in den Kardi-

omyozyten (Ieda et al., 2004) sowie das Wachstums von sympathischen Fasern 

nach NGF-Infusion (Cao et al., 2000). Dies ist kongruent mit Beobachtungen, dass 

nach MI sowie bei Ischämie mit folgender Reperfusion die Häufigkeit von Arrhyth-

mien zunimmt und dies mit dem Wachstum von Nervenfasern sowie Umstrukturie-

rung der sympathischen Innervation einhergeht (Du und Dart, 1999, Billman, 

2006a). Sowohl die mögliche Provokation von Arrhythmien durch erhöhte sympa-

thische Aktivität (Billman, 2006b, Jiang et al., 2008) als auch deren Verhinderung 

durch Reduzierung des sympathischen Tonus (De Ferrari et al., 1993, Kendall et 

al., 1995), lassen eine Kausalität vermuten (Li und Li, 2015). Daher könnte die er-

höhte NGF-Freisetzung zu einem Nervenwachstum von sympathischen Fasern füh-

ren und damit eine tragende Rolle für die Arrhythmie-Entstehung spielen (Durães 

Campos et al., 2018). Allerdings kann auch eine zu geringe NGF-Produktion (u. a. 

bei diabetischer Polyneuropathie) eine Arrhythmie begünstigen (Fukuda et al., 

2015). Durch eine gezielte Anpassung der NGF-Verfügbarkeit entsprechend den 

physiologischen Bedingungen könnte die Entstehung von Arrhythmien daher ver-

hindert werden. 

Jedoch zeigen andere Studien auch einen positiven Effekt durch Gabe von NGF 

nach MI auf, da NGF durch Angiogenese sowohl das Überleben von Endothelzellen 

als auch Myokardzellen im periinfarziellen Gebiet fördert (Meloni et al., 2010). Durch 

ein Fehlen des NGFs könnte sogar eine Abnahme der linksventrikulären Funktion 

sowie Dilatation erklärt werden (Meloni et al., 2010). Außerdem wurde bei Kardio-

myozyten für NGF ein die Proliferation induzierender Effekt (Lam et al., 2012) sowie 

ein direkter anti-apoptotischer Effekt nachgewiesen (Caporali et al., 2008). 

Es ist somit anzunehmen, dass NGF sowohl die Arrhythmie-Entstehung unter Hy-

poxie begünstigt, allerdings auch förderliche Effekte auf das Myokard hat. Eine ein-

fache Inhibition von NGF unter Hypoxie, z. B. im Rahmen einer KHK oder nach MI, 
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über NGF-Antikörper, wie sie in der Schmerztherapie getestet werden (Bannwarth 

und Kostine, 2014), wäre daher wahrscheinlich mit verschiedenen negativen Effek-

ten behaftet. Hier bedarf es weiterer Forschung. 

Therapeutische Optionen bei persistierendem Vorhofflimmern bestehen in einer Ab-

lation der GPs, wobei in mehreren Studien gezeigt werden konnte, dass eine Pul-

monalvenenisolation kombiniert mit einer Ablation der GPs deutlich bessere Ergeb-

nisse hervorbringt als eines der Verfahren alleine (Choi et al., 2017). Durch eine 

Ablation der ICG nach Myokardinfarkt könnte die Entstehung von Arrhythmien ver-

hindert bzw. verringert werden. Dabei spielt die Modulation der Sympathikus-Aktivi-

tät eine entscheidende Rolle (Yu et al., 2017). Es bleibt dabei jedoch zu beachten, 

dass eine Ablation der GPs ebenso proarrhythmische Effekte, nach vorheriger Sen-

kung der Arrhythmiehäufigkeit, haben kann (Mao et al., 2014). 

Ein anderes therapeutisches Konzept ist die vagale Nervenstimulation (VNS): Diese 

kann die infarktbedingten Folgen auf neuronaler und myozytärer Ebene abschwä-

chen (Beaumont et al., 2015). Durch VNS werden sowohl AP-Rate und synaptische 

Übertragungsrate erniedrigt, als auch pro-apoptotische Signale auf das Myokard 

reduziert (Beaumont et al., 2015). Zusammenfassend wird der VNS ein die kardiale 

Kontraktion und damit den kardialen Auswurf verbessernder (Beaumont et al., 2015) 

sowie ein anti-arrhythmischer Effekt zugeschrieben (Hou et al., 2016).  

Somit basiert bereits ein wichtiger Teil der Therapie kardialer Arrhythmien auf der 

Modulation des intrinsischen kardialen autonomen Nervensystems (Waldron et al., 

2019). Durch weitere Erforschung der ICN könnten gezieltere und somit risikoär-

mere Therapie- ggf. sogar Präventionsoptionen zur Behandlung von kardialen Ar-

rhythmien entwickelt werden. 

 

5.8 Limitationen der Arbeit 

Es ist anzumerken, dass v. a. die Dichte der Zellen in den einzelnen Kulturen den 

Auswertungszeitraum deutlich eingegrenzt hat. So konnte eine klare Abgrenzung 

der Neurone zu nicht-neuronalen Zellen (v. a. Fibroblasten) 144 h n. I. nicht sicher 

erfolgen. Nur in der Kokultur mit Hypoxie, aufgrund einer geringen Dichte von nicht-

neuronalen Zellen, konnte dieser Zeitpunkt bestimmt werden. 
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Hinzu kommt, dass es nicht möglich war, immer die gleiche(n) Zelle(n) zu beobach-

ten, um so den Wachstumsverlauf genauer charakterisieren und ggf. Unterschiede 

zwischen einzelnen Zelltypen im Detail feststellen zu können. Dies lag daran, dass 

beim Wechsel des Mediums, welcher einmal pro Tag durchgeführt werden musste, 

die Zellen ihre Position veränderten oder bereits einige Bereiche von nicht-neuro-

nalen Zellen flächenhaft verdeckt wurden. Da durch die hier angewandte Isolations-

methodik immer auch Fibroblasten bzw. nicht-neuronale Zellen in relevanter Zahl in 

der Kultur zu finden waren, konnte die Dichte an ICN nicht erhöht werden, indem 

mehr Gewebe pro Kulturschale ausgesät wurde, da die nicht-neuronalen Zellen die 

ICN dann früher überwachsen hätten. Daher war es auch nicht möglich, die Ausbil-

dung von Netzwerken innerhalb der ICN bzw. Kontakte zwischen ICN und Kardio-

myozyten langfristig zu beobachten. 

Das Vorhandensein von Kardiomyozyten, Neuronen und Fibroblasten in der Kokul-

tur entspricht annähernd der tatsächlichen Situation im Herzen, jedoch fehlen ent-

scheidende Einflüsse, wie etwa die elektrische Stimulation der Myozyten, zirkulie-

rende Hormone oder das Zusammenspiel der ICN mit intrathorakalen Ganglien oder 

dem Rückenmark bzw. Gehirn. Diese Einflüsse könnten allerdings in zukünftigen 

Untersuchungen simuliert werden, z. B. indem eine elektrische Stimulation der Zel-

len über das Medium erfolgt. 
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6. Zusammenfassung 
 

Im epikardialen Fettgewebe gelegene intrinsische kardiale GPs sind an der Regu-

lation des Herzrhythmus beteiligt und spielen in der Pathophysiologie verschiedener 

Rhythmusstörungen (u. a. Vorhofflimmern und Arrhythmien nach Myokardinfarkt) 

eine bedeutende Rolle. Die genaue Funktion dieser intrinsischen kardialen Gang-

lien bzw. intrakardialen Neurone (ICN) sowie ihre Interaktion mit anderen Zellen sind 

bis heute noch nicht vollständig aufgeklärt worden. 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es daher, die Interaktion zwischen atrialen Myozy-

ten und ICN im Hinblick auf das Neuritenwachstum zu untersuchen. Dazu wurde 

ein Kokultur-Modell von ICN und atrialen Myokardzellen (HL-1-Zellen) der Maus 

etabliert und der Einfluss einer Hypoxie auf das Neuritenwachstum untersucht. Die 

Ergebnisse der vorliegenden Untersuchung lassen sich folgendermaßen zusam-

menfassen: 

1. Es konnte ein Kokultur-Modell aus ICN und atrialen Myozyten mit stetigem Neu-

ritenwachstum der ICN etabliert werden. 

2. Unter Hypoxie kommt es zu einem vermehrten Neuritenwachstum der ICN. 

3. Durch die Kokultivierung mit atrialen Myozyten wird das Neuritenwachstum der 

ICN moduliert. 

Somit konnte auf zellulärer Ebene der Einfluss einer direkten Interaktion zwischen 

atrialen Myozyten und Neuronen sowie einer Hypoxie auf das Neuritenwachstum 

der ICN in der Maus dargestellt werden. Durch die Etablierung der Kokultur- und 

des Hypoxie-Modells bietet sich die Möglichkeit, molekulare Mechanismen der Ent-

stehung von Arrhythmien zu untersuchen und pharmakologische Wirkstoffe zu tes-

ten. In weiteren Schritten könnte auch der Einfluss von elektrischer Stimulation auf 

die ICN-Kulturen untersucht werden. 
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7. Abstract 
 

Intrinsic cardiac ganglia, arranged in plexus located in the epicardial fat pads, take 

part in the regulation of heart rhythm and play a significant role in the genesis of 

diversive rhythmologic pathologies (e.g. atrial fibrillation and arrhythmia induction 

after myocardial infarction). The specific function of these ganglia resp. the intrinsic 

cardiac neurons (ICN) contained and their interaction with other cells haven’t been 

completely understood yet. Thus the intention of this work was to investigate the 

interaction between HL-1-cells (atrial myocytes) and ICN regarding their neurites‘ 

growth.  

A coculture-model of ICN and HL-1-cells was established and the influence of hy-

poxia on neurites‘ length was examined. The results can be summarized as follo-

wing: 

1. A coculture of ICN and HL-1-cells with steady neurites‘ growth could be estab-

lished 

2. Hypoxia causes an increase in growth of ICN’s neurites 

3. Coculturing ICN with HL-1-cells modulates the neurites‘ growth of ICN.  

Therefore, the influence of a direct interaction between neurons and cardiac my-

ozytes as well as of a hypoxia was proven on a cellular level. By establishing the 

coculture and by usage of the hypoxia-model we get the chance to do further re-

search on the molecular mechanisms that cause an arrhythmia and on the effect of 

pharmacological agents. Furthermore the influence of electrical stimulation on ICN 

could be investigated. 
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8. Abkürzungsverzeichnis 
 

°C ...................................................... Grad Celsius 
µl ....................................................... Mikroliter 
µm ..................................................... Mikrometer 
ACh ................................................... Acetylcholin 
AChE ................................................. Acetylcholinesterase 
AD-GP ............................................... anteriorer absteigender Ganglienplexus  
ANS ................................................... Autonomes Nervensystem 
AP ..................................................... Aktionspotenzial 
AR-GP ............................................... Aortenwurzel-Ganglienplexus 
ATP ................................................... Adenosintriphosphat 
AV-Knoten ......................................... Atrioventrikular-Knoten 
AV-Überleitungszeit ........................... atrioventrikuläre Überleitungszeit 
BDNF ................................................ brainderived neurotrophic factor 
BG ..................................................... Blutgefäß 
bIII ..................................................... Beta/III-Tubulin 
Br ....................................................... Bronchus 
BSA ................................................... Bovines Serumalbumin 
bzw. ................................................... beziehungsweise 
ca. ..................................................... circa 
Ca2+ ................................................... Calcium 
cAMP ................................................. zyklisches Adenosinmonophosphat 
ChAT ................................................. Cholinacetyltransferase 
CKD ................................................... chronisches Nierenversagen 
cm² .................................................... Quadratzentimeter 
CO2.................................................... Kohlenstoffdioxid 
COPD ................................................ chronisch obstruktive Lungenerkrankung 
d. h. ................................................... das heisst 
DADs ................................................. verzögerte Nachdepolarisationen 
DPBS ................................................ Dulbeccos phosphatgepufferte Salzlösung 
EDTA ................................................. Ethylendiamintetraessigsäure 
EPN ................................................... Efferente parasympathische Neurone 
ESN ................................................... Efferente sympathische Neurone 
etc. .................................................... et cetera 
Fe ...................................................... Fettgewebe 
g ........................................................ Gramm 
ggf. .................................................... gegebenenfalls 
ggü. ................................................... Gegenüber 
GP ..................................................... Ganglienplexus 
h ........................................................ Stunde(n) 
H+ ...................................................... Proton  
H2Odd ................................................. doppelt destilliertes Wasser 
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HE ..................................................... Haematoxylin-Eosin 
ICG .................................................... intrinsische kardiale Ganglien 
ICN .................................................... intrakardiale Neurone 
K+ ...................................................... Kalium 
KHK ................................................... Koronare Herzerkrankung 
LSGP ................................................. superiorer linksatrialer Ganglienplexus 
M ....................................................... Molar 
mg ..................................................... Milligramm 
MI ...................................................... Myokardinfarkt 
ml ...................................................... Milliliter 
mM .................................................... Millimolar 
M-Rezeptoren .................................... muskarinerge Rezeptoren 
mRNA ................................................ Messenger-Ribonukleinsäure 
My ..................................................... Myokard 
n. I. .................................................... nach Isolation 
N2 ...................................................... Stickstoff 
NA ..................................................... Noradrenalin 
Na+ .................................................... Natrium 
NaCl-Lösung ..................................... isotonische Kochsalzlösung 
NF ..................................................... Neurofilament 
NGF ................................................... nerve growth factor 
nM ..................................................... Nanomolar 
NZK ................................................... Nervenzellkörper 
OM-GP .............................................. links-marginaler Ganglienplexus 
OSAS ................................................ obstruktives Schlafapnoesyndrom 
Par ..................................................... Pulmonalarterie 
PBS ................................................... phosphatgepufferte Salzlösung              

(phosphat buffered saline) 
PD-GP ............................................... posteriorer absteigender Ganglienplexus 
PGP 9.5 ............................................. protein gene product 9.5 
PLLAGP ............................................ posterolateraler linksatrialer Ganglienplexus 
PMLAGP ........................................... posteromedialer linksatrialer Ganglienplexus 
PNS ................................................... Peripheres Nervensystem 
PVI .................................................... Pulmonalvenenisolation 
RAGP ................................................ superiorer rechtsatrialer Ganglienplexus 
RAM-GP ............................................ rechts-marginaler Ganglienplexus 
resp. .................................................. respektive 
RIGP ................................................. posteriorer rechtsatrialer Ganglienplexus 
RIVA .................................................. Ramus interventricularis anterior 
RIVP .................................................. Ramus interventricularis posterior 
RLGP ................................................ rechter unterer Ganglienplexus 
s. ....................................................... siehe 
s. a. ................................................... siehe auch 
s. o. ................................................... siehe oben 



8. Abkürzungsverzeichnis 

94 
 

s. u. ................................................... siehe unten 
SE ..................................................... Septum 
SIF-Zellen .......................................... small intensely fluorescent cells 
SZ ...................................................... Satellitenzellen 
TBS ................................................... Tris gepufferte Salzlösung 
TH ..................................................... Tyrosinhydroxylase 
Thy .................................................... Thymus 
TP ...................................................... Truncus pulmonalis 
u. a. ................................................... unter anderem 
v. a. ................................................... vor allem 
VCI .................................................... Vena cava inferior 
VCS ................................................... Vena cava superior 
VHF ................................................... Vorhoffflimmern 
VIP .................................................... vasoaktives intestinales Peptid 
VNS ................................................... vagale Nervenstimulation 
xg ...................................................... relative Zentrifugalkraft 
z. B. ................................................... zum Beispiel 
z. T. ................................................... zum Teil 
ZNS ................................................... Zentrales Nervensystem 
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Mikroskopische Aufnahmen der ICN in verschiedenen Kulturen 
Dargestellt sind beispielhafte mikroskopische Aufnahmen der ICN in den verschiedenen 
Kulturgruppen (seitliche Beschriftung) zu verschiedenen Zeitpunkten. Zelltyp und Zeit-
punkt der Aufnahme nach Isolation sind jeweils unterhalb der Einzelbilder. Teilweise sind 
nicht-neuronale Zellen oder Zellreste im Bild sichtbar (z. B. Kokultur Hypoxie, Unipolar 
96h). Die Hintergrundfarbe unterscheidet sich durch die verwendeten Belichtungsfilter. 
Maßstab jeweils 100µm.
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Chemikalie Bestellnummer Hersteller 

Album Fraktion V (=BSA) 
 

T844 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

Calciumchlorid-Dihydrat 1023820 Merck Milipore, Billerica 
(MA), USA 

 
Claycomb Medium (ohne L-Glu-

tamin) 
51800C-500ML Sigma-Aldrich, St. Louis 

(MO), USA 
D-(+)-Glucose G8270 Sigma-Aldrich, St. Louis 

(MO), USA 
Dikaliumhydrogenphosphat KMF.08-407.0250 KMF Optichem, Leipzig, 

Deutschland 
Dimethylsulfoxid (DMSO) A994.2 Carl Roth GmbH, Karls-

ruhe, Deutschland 
Dulbeccos phosphatgepufferte 
Salzlösung, ohne Magnsium, 

ohne Calcium (DPBS) 

D8537 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

EDTA-Dinatrium-Salz E6635 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Eosin G 115935 Merck Milipore, Billerica 
(MA), USA 

Ethanol vergällt (>99,8 %) K928 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

Fetales Kälberserum (FBS) F2442 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Fibronectin F1141 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Fluoromount G 0100-01 SouthernBiotech, Birmin-
gham (AL), USA 

Gasgemisch (95 % N, 5 % CO2; 
50 l-Flasche) 

- Linde AG, München, 
Deutschland 

Gelatine G1393 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Gibco® B27® (50x) 17504044 life technologies, Carlsbad 
(CA), USA 

Gibco® Fungizone® 15290018 life technologies, Carlsbad 
(CA), USA 

Gibco® Glutamax® 35050061 life technologies, Carlsbad 
(CA), USA 

HEPES (>99,5 %) H3375 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Hoechst 33342 14533 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Isofluran 06497131 Baxter GmbH, Unter-
schleißheim, Deutschland 

Isotonische Kochsalzlösung 
Fresenius 0,9% (NaCl) 

00809138 Fresenius Kabi, Bad Hom-
burg, Deutschland 

Kaliumchlorid KMF.08-248.1000 KMF Laborchemie Handels 
GmbH, Deutschland 

Kollagenase Typ II, CLS II 234155 Merck Milipore, Billerica 
(MA), USA 

Laminin (aus EHS-Sarkom) 11243217001 Roche, Basel, Schweiz 
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L-Ascorbinsäure A5960 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

 
L-Glutamin-Lösung (200 mM) G7513 Sigma-Aldrich, St. Louis 

(MO), USA 
L-Ornithin Monohydrochlorid 

(>99 %) 
O2375 Sigma-Aldrich, St. Louis 

(MO), USA 

Magnesiumsulfat-Heptahydrat 1058822500 Merck Milipore, Billerica 
(MA), USA 

Mayer's Hämalaunlösung 1.09249.2500 VWR, Radnor (Pennsylva-
nia), USA 

Natriumchlorid (>99 %) 433209 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Natriumcitrat (tribasisch, Dihy-
drat; ≥ 98,0 %) 

C0909 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Natriumhydrogencarbonat (>99 
%) 

27775.293 VWR, Radnor (Pennsylva-
nia), USA 

 
Norephinephrin-bitratrat A0937 Sigma-Aldrich, St. Louis 

(MO), USA 
Paraffin 52-54 °C CN49.1 Carl Roth GmbH, Karls-

ruhe, Deutschland 
Penicillin-Streptomycin (100x) SV30010 GE Healthcare, Little Chal-

font, Großbritannien 
 

Poly-DL-Ornithin-Hydrobromid P8638 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Poly-D-Lysin-Hydrobromid P7886 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Poly-L-Lysin-Lösung (0,01%) P4707 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Proteinase (aus Aspergillus 
meleus) 

P4032 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Roti®-Histofix 4 % P087 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

Triton ™ X-100 X100 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Trizma® base T1503 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Trypanblau-Lösung (0,4 %) T8154 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Trypsin-EDTA-Lösung T3924 Sigma-Aldrich, St. Louis 
(MO), USA 

Vitro-Clud 04-0001 R. Langenbrinck Labor- und 
Medizintechnik, Emmendin-

gen, Deutschland 
Xylol (Isomere, >98 %) CN80.2 Carl Roth GmbH, Karls-

ruhe, Deutschland 
Zitronensäure Monohydrat (≥ 

99,0%) 
251275 Sigma-Aldrich, St. Louis 

(MO), USA 
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Gerät Hersteller 

BE400 Inkubator/ Heizschrank Memmert GmbH und Co.KG, Schwabach, Deutschland 
Bechergläser, 50ml, 250ml, 

1000ml  
DWK Life Sciences GmbH, Wertheim, Deutschland 

BLAUBRAND®-Zählkammer nach 
Neubauer 

Brand GmbH, Wertheim, Deutschland 

CO2-Inkubator: Heraeus® BBD 
6220 

ThermoFisher Scientific, Waltham (MA), USA 

Conversion Kit With Dual Flow Me-
ter (HMIC3) (Flussmessgerät) 

Billups-Rothenberg Inc., Del Mar (CA,) USA 

Economy-Heiz-ThermoMixer Typ 
MHR 11 

Carl Roth GmbH, Karlsruhe, Deutschland 

Eppendorf Thermomixer 5436 Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Färbekasten mit Deckel und Fär-

begestell 
Carl Roth GmbH, Karlsruhe, Deutschland 

Feuchte Kammer Eigenproduktion 
Nalgene® Freezing Container „Mr. 

Frosty“ 
ThermoFisher Scientific, Waltham (MA), USA 

Glasflaschen 100ml, 250ml, 
500ml, 1000ml 

DWK Life Sciences GmbH, Wertheim, Deutschland 

IKA RET basic (Magnetrührer mit 
Heizung) 

IKA-Werke, Staufen im Breisgau, Deutschland 

Kaltlichtquelle: KL 1500 LCD Schott AG, Mainz, Deutschland 
Leica DFC 450c (Kameraaufsatz) Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutschland 

Leica DM IL LED (Mikroskop) Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutschland 
Leica RM Biocut 2035 Mikrotom Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutschland 

Mili-Q, Wassersäuberungssystem Merck Milipore, Billerica (MA), USA 
 

Mini-Vac power Vakuumpumpe Axon Lab AG, Baden-Dättwill, Deutschland 
Modular Incubator Chamber (MIC-

101) (Hypoxiekammer) 
Billups-Rothenberg Inc., Del Mar (CA,) USA 

Pipetboy comfort Integra Biosciences GmbH, Fernwald, Deutschland 
Pipetten: Eppendorf Reference Eppendorf, Hamburg, Deutschland 

Plattformschüttler Heidolph, Schwabach, Deutschland 
Präparierbesteck Fine Science Tools, Foster City (CA), USA 

Q-POD, Entnahmeeinheit Merck Milipore, Billerica (MA), USA 
Rotina 380R, Zentrifuge Andreas Hettich GmbH, Tuttlingen, Deutschland 

Sartorius BP 210 D, Waage Sartorius, Göttingen, Deutschland 
Stereoskopisches Zoom-Mikro-

skop (SMZ645) 
Nikon, Tokio, Japan 

Sterilbank: BSB 6A Gelaire flow laboratories, Sydney, Australien 
Sterilbank: Clean Air type CA/RE Clean Air Supplies, Haan, Deutschland 

Vortex Genie 2 Scientific Industries Inc., Bohemia (NY), USA 
Wasserbad GFL Typ 1002 (7l 

max.) 
GFL, Burgwedel Deutschland 
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Verbrauchsmaterial Bestellnummer Hersteller 

Adhäsionsobjektträger  
SuperFrost® / Plus 

H867.1 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

CELLSTAR® Zellkulturfla-
schen, 250ml/ T75 

658970 greiner bio-one, Monroe 
(NC), USA 

CELLSTAR® Zellkulturschale, 
100x20mm 

P7612-360EA greiner bio-one, Monroe 
(NC), USA 

CELLSTAR® 6/12/24 Well-
Mikrotiterplatten mit Deckel 

657160 
665180 
662160 

greiner bio-one, Monroe 
(NC), USA 

CELLSTAR® Zentrifugenröhr-
chen 15 & 50ml 

227261 
188271 

greiner bio-one, Monroe 
(NC), USA 

Costar Stripette 
(1/2/5/10/25ml) 

CLS4011, CLS4021, 
CLS4051, CLS4101, 

CLS4251 

Corning Incorporated, 
Corning (NY), USA 

Deckgläser (24x60mm) H878.2 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

Einweg-Pasteurpipetten EA70.1 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

Entsorgungsbeutel Sekuroka® L373.1 Carl Roth GmbH, Karls-
ruhe, Deutschland 

Eppendorf Safe Lock Tubes/ 
Mikroreaktionsgefäße(0,5ml, 

1,5ml, 2ml) 

0030121023, 0030120086,  
0030120094 

Eppendorf, Hamburg, 
Deutschland 

ES Kompressen 4078217 Paul Hartmann AG, Hei-
denheim, Deutschland 

Kanülen (27G /25G) (BD 
Eclipse Needle) 

305770, 
305760 

Becton Dickinson, Fran-
klin Lakes, New Jersey, 

USA 
Mikrotomklingen Feather® Mi-

crotome Blade S22 
- Feather Safety Razor Co., 

Osaka, Japan 
Nunc™ Kryotubes (Kryoröhr-

chen) 
375418 ThermoFisher Scientific, 

Waltham (MA), USA 
Pasteurpipetten, Natron-Kalk-

Glas 
747720 Brand GmbH, Wertheim, 

Deutschland 
Pipettenspitzen ohne Filter 

(10/200/1000µl) 
S1111-3000, 
S1111-0000, 
S1111-6000 

STARLAB GmbH, Ham-
burg, Deutschland 

Spritzen: Braun Injekt® (10 
/20ml) 

4606108V, 
4606205V 

B. Braun Melsungen AG, 
Melsungen, Deutschland 

Spritzen: Omnifix®-F (1ml) 9161406V B. Braun Melsungen AG, 
Melsungen, Deutschland 

Spritzenfilter (0,2 µm) 514-0064 VWR, Radnor (Pennsyl-
vania), USA 

Zellsieb, 100 µm Porengröße 734-0004 VWR, Radnor (Penn-
sylvania), USA 
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Software Hersteller 

GraphPad Prism GraphPad Software, Inc., La Jolla, USA 
IBM SPSS Statistics IBM, ARmonk (NY), USA 

Image J National Institutes of Health, USA, 2004 
Leica Application Suite V3.7 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutsch-

land 
Microsoft Exel/ Word Microsoft Corporation, Redmond (WA), USA 

 

Primäre Antikörper für die immunhistochemischen Färbungen  

Bezeichnung Spezies Hersteller Bestellnummer Verdünnung 
Beta-III-Tubulin Mouse Dianova T-1315 1:50 
Neurofilament H Chicken Merck Mili-

pore 
AB5539 1:600 

Smooth Muscle 
Actin 

Rabbit Abcam ab5694 1:100 

Tyrosine Hydro-
xylase 

Rabbit Merck Mili-
pore 

AB152 1:100 

 

 

Sekundäre Antikörper für die immunhistochemischen Färbungen  

Bezeichnung Konjugat Hersteller Bestellnum-
mer 

Verdünnung 

Goat anti-Chi-
cken 

Alexa Fluor® 
488 

Life technolo-
gies 

A-11039 1:400 

Goat anti-Mouse Alexa Fluor® 
594 

Life technolo-
gies 

A-11005 1:400 

Goat anti-Rabbit Alexa Fluor® 
568 

Life technolo-
gies 

A-11011 1:400 

Goat anti-Rabbit Alexa Fluor® 
488 

Life technolo-
gies 

A-11008 1:400 
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