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1 Einleitung und Zielsetzung

Sauerstoffaufnahme in den Organismus ist zur Aufrechterhaltung aller Körperfunktio-

nen essentiell. In Säugetieren erfolgt dies über die Lunge mit Hilfe von Ventilation

und Diffusion. Dabei wird Atemluft mittels Unterdruck in die Lunge eingesogen. Der

Thoraxraum wird durch die Senkung des Zwerchfells und das Anheben der Rippen ver-

größert, während die Lunge mit Hilfe der Pleuraflüssigkeit an der Thoraxwand gleitet

und dabei ausgedehnt wird. Die Atemluft gelangt dann über die oberen Atemwege in

die Trachea und von dort aus in den Bronchialbaum. Schließlich erreicht sie durch diese

konduktiven Atemwege die Bronchioli respiratorii, die Ductuli alveolares und die Alve-

olen selbst, in denen der Gasaustausch mittels Diffusion stattfindet. Der Gasaustausch

folgt dem Partialdruckgefälle, das heißt der Sauerstoff wandert bei einer entsprechen-

den Anreicherung im alveolären Gasgemisch durch die alveokapilläre Membran - die aus

Alveolarepithel, dem Kapillarendothel und einer gemeinsamen Basalmembran besteht -

in die Lungenkapillaren [133].

Im Rahmen vieler Erkrankungen kommt es zu einer Störung dieser Vorgänge, wobei zum

einen die Ventilation, zum anderen der Gasaustausch an der alveokapillären Membran

gestört sein kann: Als Beispiele sind hier unter anderem obstruktive oder restriktive Ven-

tilationsstörungen, akute oder chronische entzündliche Veränderungen oder eine pul-

monale Hypertonie zu nennen. Folge dieser Erkrankungen ist häufig eine chronische

Hypoxie mit Einschränkung der Leistungsfähigkeit bis hin zu Ausfall der Vitalfunktionen

[91, 103, 110, 126].

1.1 Veränderungen des pulmonalen Blutgefäßsystems bei

Hypoxie

Neben krankhaften Veränderungen mit Einschränkung der Ventilation kann eine globale,

chronische Hypoxie auch durch Erniedrigung des absoluten Sauerstoffgehalts oder des

Sauerstoffpartialdrucks in der Atemluft entstehen. Dies ist zum Beispiel beim Aufstieg in

große Höhen der Fall. Der Organismus ist gezwungen, Maßnahmen zu ergreifen, um die

Sauerstoffversorgung zu optimieren, damit genug Sauerstoff für die Organfunktionen zur

Verfügung steht. Die aufgrund eines erniedrigten Sauerstoffpartialdrucks entstehenden

Anpassungsreaktionen sind vielfältig und abhängig von der Hypoxiedauer. Die wichtigs-

ten Vorgänge betreffen das hämatologische, das pulmonalventilatorische und das kar-

diovaskuläre System.

Bei der hämatologischen Anpassung kommt es zunächst zu einer Reduktion des Plas-

mavolumens und damit zu einem relativen Anstieg der Hämoglobinkonzentration. Nach

wenigen Tagen sind als Zeichen einer hypoxieinduzierten Erythropoese bereits vermehrt

Retikulozyten im peripheren Blut zu finden und nach einigen Wochen zeigt sich eine sig-

nifikante Erhöhung der Hämoglobinkonzentration [30]. Die zweite Anpassungsreaktion
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findet im Erythrozyten selbst statt, wo es durch die Erniedrigung des Sauerstoffpartial-

drucks zu einem Anstieg der 2,3-Bisphosphoglycerat-Konzentration kommt.

2,3-Bisphosphoglycerat bindet an Hämoglobin und sorgt dafür, dass Sauerstoff in den

Geweben des Körperkreislaufs leichter abgegeben werden kann [30].

Die Anpassungsreaktionen des pulmonalventilatorischen Systems beginnen mit einer

Hyperventilation [150], welche als Sofortreaktion unter Vermittlung der Sauerstoffsen-

soren des Glomus caroticum geschieht [30]. Eine dadurch entstehende respiratorische

Alkalose kann teilweise über die vermehrte Ausscheidung von Bicarbonat durch die Niere

kompensiert werden.

Gleichzeitig erfolgt eine Steigerung des pulmonalarteriellen Drucks durch Vasokonstrik-

tion [48, 106, 116, 131]. Diese Vasokonstriktion findet in mindestens zwei Phasen statt:

Eine initiale Phase, die nach Sekunden beginnt und innerhalb von Minuten ihr Maximum

erreicht, sowie eine zweite Phase, die nach 30 bis 120 min zu einer dauerhaften Vasokon-

striktion führt [150]. Die Basis für diese Veränderungen ist der Euler-Liljestrand-Reflex,

bei dem ein erniedrigter Sauerstoffgehalt des alveolären Gasgemisches dazu führt, dass

durch Vasokonstriktion in schlechter belüfteten Arealen der Lunge das Ventilations-Per-

fusionsverhältnis ausgeglichen wird und so weniger Blut durch nicht ventilierten Lungen-

abschnitte fließt, was insgesamt die Oxygenierung des Blutes verbessert. Bei erniedrig-

tem Sauerstoffpartialdruck in der Atemluft tritt der Reflex generalisiert in der gesamten

Lunge auf. Es handelt sich dabei um einen Reflex, der unbeeinflusst vom vegetativen

Nervensystem ist und deshalb eine autonome Leistung der Lungenstrombahn darstellt

[30, 35]. Der Druck im Lungenkreislauf steigt so proportional mit sinkendem Partialdruck

bzw. der absoluten Sauerstoffkonzentration [30].

Dauert die Hypoxie länger an, entstehen im Verlauf in vielen Spezies Veränderungen der

pulmonalen Gefäße [53, 64, 92, 142], wobei es sich hier um einen von der Vasokonstrik-

tion unaubhängigen Mechanismus handelt [70, 147].

Es zeigt sich zum einen eine Zunahme der Intimadicke durch Hypertrophie und Prolife-

ration der Endothelzellen sowie durch Verbreiterung des subendothelialen Raums [104].

Des Weiteren kommt es zu einer Zunahme der glatten Muskulatur an bereits muskulari-

sierten Arterien und somit zu einer Zunahme der Dicke der Tunica media. Zum anderen

lassen sich vermehrt glatte Gefäßmuskelzellen an kleinen Arterien finden. Beides konnte

in verschiedenen Tiermodellen nachgewiesen werden, wobei große Spezies wie Rinder

und wahrscheinlich auch der Mensch eher eine Zunahme der Muskulatur an großen Ge-

fäßen aufweisen, wohingegen kleine Spezies wie die Maus und die Ratte mehr Verände-

rungen an distalen, kleinen Gefäßen zeigen [104]. So kommt es in der Ratte und der Maus

unter hypoxischen Atemluftbedingungen zu einer deutlichen Zunahme von glatten Mus-

kelzellen an peripheren Gefäßen [1, 26, 53, 54, 59, 64, 84, 93, 105, 124, 127, 130, 145].

Allerdings konnte auch bei Menschen, die dauerhaft auf einer Höhe von etwa 3400 bis

4400 m leben, gezeigt werden, dass eine Zunahme der Muskularisierung von distalen

Arterien stattfindet [5]. Zudem sind Veränderungen der pulmonalen Arterien auch in

Patienten mit einer chronisch obstruktiven Lungenerkrankung (COPD) und/oder einem
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Lungenemphysem sowie bei Vorliegen einer primären pulmonalen Hypertonie nachge-

wiesen worden [17, 50, 121]. Hier kommt es ebenfalls zu einer Verdickung der Tunica

media von Gefäßen und zum Fortschreiten der Muskularisierung hin zu kleinen Arterien.

Die Veränderungen an venösen Gefäßen hingegen sind in der Literatur nicht eindeutig

beschrieben und werden teilweise konträr diskutiert. In vielen Studien wird keine Aus-

sage über das venöse Gefäßsystem getroffen [53, 54, 64, 93, 105], unter anderem las-

sen sich keinerlei Daten für das murine pulmonale Venensystem unter Hypoxie in der

Literatur finden. In einzelnen Untersuchungen sind jedoch Veränderungen der pulmona-

len Venen unter Hypoxie bei einer COPD und im Rahmen einer pulmonalen Hypertonie

im Menschen beschrieben worden. Zum Beispiel kommt es im Rahmen einer primären

pulmonalen Hypertonie im Menschen zu einer deutlichen Verdickung von Intima und Ad-

ventitia [17], wohingegen in Patienten mit einer chronischen Bronchitis und einem Lun-

genemphysem eine Zunahme der Mediadicke auftritt [121]. Auch bei Menschen, die auf-

grund ihres Wohnortes einer höhenbedingten chronischischen Hypoxie ausgesetzt sind,

konnte eine Mediahypertrophie nachgewiesen werden [142, 143]. Im Tiermodell zeigen

sich ähnliche Veränderungen: So kommt es in Kälbern mit chronischer unilateraler Hyp-

oxie bei operativer Unterbindung eines Hauptbronchus zu einer Mediahypertrophie und

-hyperplasie der kleinen pulmonalen Venen [92]. Zudem konnte in der unter hypoxischer

Atemluft gehaltenen Ratte gezeigt werden, dass Venen und Venulen mit Mediahypertro-

phie reagieren und sich zudem die Morphologie der glatten Muskelzellen verändert [26].

Dahingegen sind in einem anderen Tierversuch, bei dem ebenfalls Ratten unter chro-

nisch hypoxischen Atemluftbedingungen gehalten wurden, keinerlei Veränderungen der

venösen Gefäße festgestellt worden [83].

Die strukturellen Veränderungen an Gefäßen unter chronischer Hypoxie mit Vermehrung

der glatten Muskelzellen an proximalen und distalen Arterien ähnelt demnach denjeni-

gen Veränderungen, die im Rahmen einer pulmonalen Hypertonie im Menschen auftre-

ten. Aus diesem Grund dient die Anwendung von normobarer oder hypobarer Hypoxie

im Tiermodell häufig zur Erforschung von Ursachen und Therapiemöglichkeiten der pul-

monalen Hypertonie [138, 141]. Da vor allem die arteriellen Gefäßabschnitte ursächlich

für eine pulmonale Hypertonie sind, lassen sich in der Literatur überwiegend Daten fin-

den, die die hypoxiebedingten, arteriellen Gefäßveränderungen beschreiben. Hingegen

werden andere Veränderungen, wie die der Venen oder Alveolen, nur selten diskutiert.

Zudem wird auch im Bereich der Arterien oft lediglich eine Vermehrung der Muskula-

tur an kleinen Gefäßen beschrieben, aber nur wenige Autoren äußern sich dazu, wie die

Zunahme der Muskulatur abläuft und woher diese neu auftretenden glatten Muskelzel-

len stammen. In einzelnen Studien ist allerdings bereits vermutet worden, dass sich die

Muskulatur von proximal nach distal ausbreitet [53, 125]. Vor Kurzem konnte mit Hilfe ei-

nes Mausmodells mit genetisch veränderten Tieren nachvollzogen werden, wo diese neu

auftretenden glatten Muskelzellen an Arterien ihren Ursprung haben [120]: Die meisten

Muskelzellen an distalen Arterien unter Hypoxie (> 80%) stammen von vorbestehenden

glatten Muskelzellen ab, welche durch die Hypoxie einer Migration, Dedifferenzierung,

Proliferation und abschließend einer erneuten Differenzierung und Reifung unterliegen,

wobei sich die Zone der Proliferation immer weiter nach distal verschiebt.
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Ob sich die pulmonalen Venen unter Hypoxie diesbezüglich ähnlich wie die Arterien ver-

halten, ist bis dato nicht in der Literatur beschrieben.

1.2 Veränderung der Lymphgefäße bei Hypoxie

Wie eingangs erwähnt, erfolgt der pulmonale Gasaustausch über die sogenannte alveo-

kapilläre Membran anhand eines Partialdruckgefälles zugunsten des Alveolarraumes, so-

dass Sauerstoff passiv von der Aleveole in die Kapillare diffundiert. Neben der Differenz

zwischen den Sauerstoffpartialdrücken in Alveole und pulmonaler Kapillare hängt die Dif-

fusion zudem von der Diffusionsstrecke ab, die unter physiologischen Bedingungen klei-

ner als 1 µm ist. Durch eine Verlängerung der Diffusionsstrecke wird der Gasaustausch

erheblich beeinträchtigt. Dies ist zum Beispiel der Fall, wenn es zu Flüssigkeitsaustritt

aus den Kapillaren kommt und diese sich im Interstitium ansammelt [133]. Besonders

in der Lunge ist es deshalb wichtig, dass der extrazelluläre Flüssigkeitshaushalt streng

geregelt wird, damit der Gasaustausch ungehindert stattfinden kann [86]. Kommt es hin-

gegen zu einer Ansammlung von Flüssigkeit im Interstitium, kann so eine Verlängerung

der Diffusionsstrecke bis auf das Zehnfache resultieren und daraus eine deutliche Ein-

schränkung der Sauerstoffdiffusion sowie eine mögliche Störung der Lungenentfaltung

bei der Ventilation entstehen [133].

Den Austritt von Flüssigkeit aus den Lungenkapillaren in das Interstitium oder die Alveo-

len bezeichnet man als Lungenödem [47]. Neben kardialen Ursachen wie Herzinsuffizi-

enz oder Herzklappenvitien, einer Überwässerung oder einem erniedrigtem kolloidosmo-

tischem Druck bei Niereninsuffizienz sowie einer Steigerung der Kapillarpermeabilität,

z.B. im Rahmen einer Anaphylaxie, kann es auch in sonst gesunden Menschen beim Auf-

stieg in große Höhen zu einem Lungenödem kommen [10, 30, 151]. Man vermutet heute,

dass es bei einigen Individuen zu einer inhomogenen Vasokonstriktion mit nachfolgen-

der Überperfusion einzelner Lungenabschnitte [56] und dann zu einem dort lokalisierten,

überhöhten Kapillardruck kommt [79], woraufhin kapilläre Lecks entstehen [46, 118] und

als Folge ein Ödem, das sogenannte Höhenlungenödem bzw. high altitude pulmonary

edema (HAPE) [14]. HAPE führt zu Dyspnoe und Husten, zunächst trocken und dann

im weiteren Verlauf auch produktiv mit weißem und blutig tingiertem Sputum. Zudem

kommt es zu einer Tachykardie, mildem Fieber und teilweise zu einer Zyanose [151]. Es

handelt sich um ein nicht-kardiogenes Lungenödem, das bei einem zu schnellem Aufstieg

auf eine Höhe von mindestens 2500-3000 m über dem Meeresspiegel auftreten kann.

Neben einer inhomogenen Perfusion mit resultierender Überperfusion und Flüssigkeits-

austritt aus den Gefäßen könnte eine Fehlfunktion oder ein Fehlen von ausreichend

Lymphgefäßen in der Lunge eine denkbare Ursache für das unter Hypoxie vermehrte

Aufkommen von Flüssigkeit im Gewebe sein, da die Flüssigkeit bei zu wenig Lymphge-

fäßen nicht suffizient abtransportiert wird und so im Gewebe kumuliert.
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Unter hypoxischen Atemluftbedingungen ist das pulmonale Lymphgefäßsystem aller-

dings noch nie untersucht worden. Dies könnte daran liegen, das Hypoxie bisher nicht

als eine klassische Ursache für Lymphangiogenese betrachtet wird, da die beiden zentra-

len Proliferationsmediatoren für Lymphangiogenese vascular endothelial growth factor

(VEGF) -C und -D nicht primär durch den Transkriptionsfaktor hypoxia inducible factor

(HIF) induziert werden, welcher essentiell für die Regulierung der Sauerstoffversorgung

jeder Zelle bezüglich der Anpassung an eine Hypoxie ist [11]. Hingegen ist VEGF-A als ei-

nes der Hauptziele von HIF bekannt [89, 119, 123]. Allerdings konnte nachgewiesen wer-

den, dass über VEGF-A Makrophagen rekrutiert werden, die dann VEGF-C und -D sezer-

nieren können [22]. Es ist bekannt, dass die Anzahl an Makrophagen und ihre Mediatoren

in der Lunge unter Hypoxie deutlich ansteigt [78, 140] und dass diese Zellen eine wichti-

ge Rolle in hypoxievermittelten Umbauvorgängen in der Lunge spielen [104]. Außerdem

wird VEGF-C zusätzlich unter Hypoxie über einen von HIF unabhängigen, translationsver-

mittelten Mechnismus ausgeschüttet [90]. Über diese beiden Mechanismen könnte dem-

nach die Möglichkeit bestehen, dass Hypoxie zu einer Lymphangiogenese führen kann.

Zudem ist bereits eine Ausschüttung von VEGF-C und -D unter Hypoxie im Menschen

nachgewiesen worden [101].

Daraus resultiert die Frage, ob das pulmonale Lymphgefäßnetzwerk wie die Blutgefäße

bei Hypoxie einem Remodeling unterliegt.

Um diese Frage zu beantworten, bietet sich das murine Hypoxie-Modell an, da dieses

Modell gut etabliert ist und die entsprechenden vaskulären Veränderungen gut bekannt

sind [32, 109]. So kann eine erfolgreiche Hypoxieexposition leicht kontrolliert werden.

Zudem liegt für die Maus ein gut etablierter Marker für pulmonale Lymphgefäßen vor

[73, 72] und das tracheale und pulmonale Lymphgefäßsystem ist bereits beschrieben

worden [7, 23, 73], sodass Daten unter Kontrollbedingungen vorhanden sind mit denen

ein Vergleich möglich ist.

Neben morphologischen Veränderungen des einzelnen Gefäßes sind auch quantitative

Veränderungen des Lymphgefäßnetzwerkes zu berücksichtigen. Bisher liegt allerdings

keine etablierte Quantifizierungsmethode für murine Lymphgefäße vor. Lymphgefäße der

murinen Trachea konnten bereits im Rahmen eines chronischen Entzündungsmodells in

der Maus quantifiziert werden [8]. Diese Methode lässt sich aber nur bedingt sinnvoll für

Lymphgefäße in der Lunge anwenden, da vor allem sehr kleine neu gebildete Gefäße

leicht unterschätzt werden. Um auch eine Aussage über quantitative Veränderungen des

Lymphgefäßsystems treffen zu können, muss also zunächst eine valide Quantifizierungs-

methode für murine Lymphgefäße etabliert werden.
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1.3 Veränderungen von Blut- und Lymphgefäßen im Rahmen

einer akuten allergischen Atemwegsentzündung

Neben einer chronischen Hypoxie stehen bei vielen Erkrankungen mit eingeschränkter

Gasdiffusion oder Ventilation multiple Entzündungsvorgänge im Vordergrund. So auch im

Rahmen eines Asthmas, bei dem es durch die Entzündungsreaktion in den Atemwegen

zu akuten und chronischen Veränderungen kommt, die eine Störung der Atemfunktion

zur Folge haben. Die Patienten zeigen anfallartig auftretende Dyspnoe, Stridor und Hus-

ten [47], ausgelöst durch eine akute Bronchokonstriktion, Mukussekretion und ein Atem-

wegsödem [13]. Im weiteren Verlauf kommt es dann zu strukturellen Veränderungen

der Atemwege mit Becherzellhyperplasie [29, 67, 146], Verdickung der Basalemembran

und subepithelialer Fibrose [65] sowie Zunahme der glatten Muskulatur und Kollagende-

position in den Atemwegen [12, 63, 67]. Hauptziel von im akuten Asthmaanfall einge-

setzten Medikamenten wie inhalativen Bronchodilatatoren und Glukokortikoiden ist die

Beseitigung oder Verhinderung von akuten Veränderungen der Atemwege und die da-

mit verbundene Beeinträchtigung von Ventilation und Diffusion [37]. Andere Therapie-

ansätze zielen auf eine Hemmung bzw. Modulierung von Immunzellen (Leukotrienanta-

gonisten, orale Glokokortikoide und Anti-IgE-Therapie) [47], sodass akute Atemwegsre-

aktionen, aber auch langfristiges, strukturelles Remodeling verhindert oder zumindest

abgeschwächt werden.

Im Rahmen eines Asthmas kommt es zum Influx unterschiedlichster Entzündungszel-

len. Klassischerweise handelt es sich um eine vor allem durch Mastzellen, eosinophile

Granulozyten und CD4-positive (cluster of differentiation 4-positive) Zellen dominierte

Entzündung [41, 100], bei der ein deutlich gesteigertes Zellinfiltrat sowohl in zentralen

Bronchien als auch bis hin zur Alveolarregion nachgewiesen werden kann [13]. Es ist be-

kannt, dass die Rekrutierung von Immunzellen aus dem peripheren Blut in das pulmonale

Gewebe über die Expression von veschiedenen Adhäsionsmolekülen auf der Oberfläche

von Immun- und Endothelzellen geregelt wird [13]. Inwiefern sich allerdings Lymphge-

fäße verändern, die eine zentrale Rolle bei entzündlichen Veränderungen und im Immun-

zelltansport spielen [3, 98, 122], ist im Rahmen eines Asthma bronchiale bisher nicht

vollständig bekannt. Es gibt allerdings Hinweise darauf, dass es auch im Rahmen eines

Asthma bronchiale zur Lymphangiogenese kommt, da Mastzellen, die im Menschen eine

zentrale Rolle für die Pathomechanismen bei Asthma spielen [128, 80], die Lymphangio-

genesefaktoren VEGF-C und -D produzieren können [25]. Zudem konnte nachgewiesen

werden, dass VEGF-C und -D in Makrophagen exprimiert werden [24, 22], die ebenfalls

in der Alveolarregion eine wichtige Rolle bei der Entstehung eines Asthma bronchiale

spielen [102].

Außerhalb des Asthmamodells konnte bereits nachgewiesen werden, dass es in murinem

Gewebe bei chronischen entzündlichen Veränderungen zu einer sichtbaren Proliferation

von Lymphgefäßen kommt. So zeigt sich bei einer chronischen Infektion mit Mycoplasma

pulmonis eine Proliferation von Lymphgefäßen in der murinen Trachea mit Bildung von

Aussprossungen und Fusion dieser neuen Lymphgefäße zu einem komplexen Netzwerk
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[8]. Diese Veränderungen sind im Vergleich zu der gleichzeitig auftretenden Angiogene-

se langsamer und nur partiell reversibel nach Therapie mit Glukokortikoiden [154]. Des

Weiteren ist Lymphangiogenese in den Atemwegen stark abhängig von einer funktionie-

renden adaptiven Immunantwort, da diese in Mäusen ohne Lymphozytenbildung nicht

auftritt [6].

Für die Untersuchung der murinen Lymphgefäße bei Asthma bronchiale stehen verschie-

dene, gut etablierte Mausmodelle zur Verfügung. Mit der intraperitonealen Gabe von

Ovalbumin (OVA) zusammen mit verschiedenen Adjuvantien oder der intranasalen Ga-

be von Allergenen wie Aspergillus fumigatus oder Extrakten von Beifuß oder der Haus-

staubmilbe (house dust mite extract, HDME) können dem humanem Asthma bronchiale

ähnliche Symtome erzeugt werden. Hier ist z.B. der Influx von Entzündungszellen, eine

vermehrte Mukusproduktion in den Atemwegen oder ein strukturelles Remodeling der

Atemwege zu nennen [16].

Da das Lymphgefäßsystem bezüglich Entwicklung und Veränderungen eng mit dem Blut-

gefäßsystem zusammenhängt [82, 97], sollte ein Tiermodell gewählt werden, bei dem

strukturelle Veränderungen an den pulmonalen Blutgefäßen bereits bekannt sind. Dies

ist für das HDME-Modell der Fall. Hier konnten neben den oben beschriebenen Verän-

derungen an Atemwegen auch strukturelle Veränderungen im pulmonalen Gefäßbaum

nachgewiesen werden. Neben einer Angiogenese-Induktion mit überschießender Gefäß-

neubildung [50, 135, 136] kommt es hier auch zu einer Zunahme der α- smooth muscle

actin (α-SMA) positiven Zellen an Arterien und Venen. Es hat sich gezeigt, dass große pul-

monale Gefäße ähnliche Veränderungen wie die Atemwege aufweisen, wobei es zu einer

Epithelproliferation und zu einer Zunahme der glatten Muskelzellen kommt. Dies scheint

mit ähnlicher Geschwindigkeit und ähnlichem Ausmaß abzulaufen wie an den Atemwe-

gen [114]: erst 24 Stunden nach insgesamt 7 Tagen Stimulation der Tiere konnten Ver-

änderungen an Atemwegen und Gefäßen detektiert werden, wohingegen nach 3 Tagen

Stimulation keine signifikanten Veränderungen nachgewiesen werden konnten. Zudem

konnten die gleichen Veränderungen (Epithelproliferation und Proliferation der glatten

Muskelzellen) auch an bronchialen und extrabronchialen mittleren und kleinen Gefäßen

nachgewiesen werden [111, 112], wobei normalerweise nur gering muskularisierte Ge-

fäße deutlich mehr α-SMA positive Zellen exprimieren und die Anzahl an Myofibroblasten

an den mittleren und kleinen Gefäßen deutlich ansteigt. Anhand dieser Gefäßverände-

rungen lässt sich morphologisch kontrollieren, ob die HDME-Exposition erfolgreich war

und somit etwaige Lymphgefäßveränderungen mit hoher Wahrscheinlichkeit darauf zu-

rückzuführen sind.

1.4 Gemeinsamkeiten und Unterschiede der Veränderungen an

pulmonalen Gefäßen in der murinen Lunge unter Hypoxie

und im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzün-

dung

Ein grundlegender Unterschied zwischen chronischer Hypoxie und Asthma ist der Ort
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der relevanten Veränderungen, die den Atmungsvorgang stören. Während bei Asthma

bronchiale durch die Verengung der Bronchien und Bronchiolen primär die konduktiven

Luftwege betroffen sind [77], entsteht im Rahmen eines hypoxiebedingten Lungenödems

eine Störung des Gasaustauschs an den Alveolen [14]. Jedoch lassen sich auch hier

Gemeinsamkeiten in den Pathomechanismen finden. In beiden Fällen trägt ein Ödem

dazu bei, dass die Sauerstoffversorgung des Organismus beeinträchtigt ist: Während es

beim Asthma unter andererem durch eine ödematöse Schwellung der Atemwegsmuko-

sa zu einer Verengung der Bronchien und somit zur Behinderung der Ventilation kommt

[129], führt die vermehrte extrazelluläre Flüssigkeit beim HAPE zu einer Verlängerung

der Diffusionsstrecke und somit zu einer Störung des Gasaustausches [30]. In beiden

Fällen kommt es aber zu einer relevanten Vermehrung der interstitiellen Flüsigkeit bzw.

zu einem insuffizienten Abtransport dieser Flüssigkeit. Es ist also denkbar, dass sowohl

beim Asthma als auch unter chronischer Hypoxie als Reaktion auf das zusätzliche An-

fallen von interstitieller Flüssigkeit eine Lymphgefäßproliferation stattfindet.

Eine weitere Gemeinsamkeit liegt in der bekannten bzw. vermuteten Ursache der struk-

turellen Veränderungen: Im Rahmen einer entzündlichen Reaktion sind Influx und Ak-

tivierung von verschiedenen Entzündungszellen sowie Ausschüttung multipler proinflam-

matorischer Zytokine als Ursache der pathologischen Veränderungen bei einer akuten

allergischen Atemwegsentzündung bekannt [13]. Bei chronischer Hypoxie wird ebenfalls

vermutet, dass die zu beobachtenden, strukturellen Veränderungen zumindest teilweise

auf ein entzündliches Milieu zurückzuführen sind, denn es kommt zu einer Ausschüt-

tung multipler pro-inflammatorischer Faktoren, deren Ursprung allerdings bis heute un-

geklärt ist [104]. Es wird angenommen, dass chronische Hypoxie im Zusammenspiel mit

einer Entzündungsreaktion über verschiedene Signalwege - unter anderem über HIF - in

einen chronisch entzündlichen Zustand mündet, der dann zu strukturellen Veränderun-

gen führt [104]. Des Weiteren wird diskutiert, ob ein vermehrter mechanischer Stress

auf die Wand der Blutgefäße durch erhöhte Flussgeschwindigkeiten zusammen mit chro-

nischer Hypoxie die Ursache einer dauerhaften Veränderung der pulmonalen Strukturen

sein kann [104].

Sowohl bei einer akuten allergischen Atemwegsentzündung als auch unter chronischer

Hypoxie kommt es über entzündliche Veränderungen zu einer morphologischen Verän-

derung von pulmonalen Strukturen, die sich im Bereich der Gefäße ähneln. Die Zunahme

der glatten Muskulatur an distal gelegenen Arterien tritt sowohl bei Hypoxie als auch im

Rahmen eines Asthma bronchiale auf. Diese Veränderungen sind nach Beenden der Hyp-

oxie reversibel und die neu aufgetretenen glatten Muskelzellen gehen zumindest teilwei-

se wieder zurück [54, 85, 115]. Beendet man hingegen den HDME Stimulus bei der Maus,

so zeigt sich auch einen Monat nach Expositionsende weiterhin eine vermehrte Anzahl

an α-SMA positiven Zellen in der Blutgefäßwand [113].

Wenn man davon ausgeht, dass auch die Veränderungen im Rahmen einer Hypoxie vor

allem entzündlichen Ursprungs sind, dann stellt sich die Frage, ob vergleichbare Verän-

derungen an Lymphgefäßen bei Hypoxie und im Asthma-Modell auftreten, die auf einen

ähnlichen Entstehungsmechanismus hindeuten.

8



1.5 Zielsetzung

Sowohl bei einer globalen Hypoxie mit nachfolgender pulmonaler Hypertonie als auch im

Rahmen eines Asthmas kommt es durch verschiedene Anpassungsvorgänge und struk-

turelle Veränderungen zu einer Störung der Sauerstoffaufnahme in den Organismus.

Dabei sind viele Remodelling-Vorgänge am Gefäßsystem im Rahmen einer Hypoxie und

einer akuten allergischen Atemwegsentzündung bekannt und vor allem für die arterielle

Strombahn gut beschrieben. Während unter chronischer Hypoxie bereits nachvollzogen

werden konnte wie diese strukturelle Veränderung an Arterien abläuft, sind die Verän-

derungen an Venen vor allem in der Maus - einem durch die große Verfügbarkeit häufig

genutzten Tiermodell - in der Literatur nicht dokumentiert.

Zudem ist über das pulmonale Lymphgefäßsystem mit seiner zentralen Rolle in der Flüs-

sigkeitsdrainage und dem Transport von Immunzellen in der murinen Lunge unter chro-

nischer Hypoxie und im Rahmen einer allergischen Atemwegentzündung nichts bekannt,

obwohl die Drainage von extrazellulärer Flüssigkeit bzw. der Immunzelltransport sowohl

unter Hypoxie als auch im Rahmen eines Asthmas essentielle Bestandteile der Anspas-

sungsreaktionen bzw. Pathomechanismen darstellen.

Mit Hilfe des etablierten Modells der normobaren Hypoxie mit 10 % O2 [36, 149] und der

Stimulation mit HDME zum Auslösen einer akuten allergischen Atemwegsreaktion [42,

49, 137] sollen im Rahmen dieser Dissertation also folgende Gesichtspunkte betrachtet

werden:

1. Charakterisierung und Bewertung des Fortschreitens der Muskularisierung der pul-

monalen Venen bezüglich Kontinuität und Mechanismus und Vergleich mit dem ar-

teriellen System.

2. Etablierung einer validen Quantifizierungsmethode für pulmonale murine Lymphge-

fäße und Bewertung des murinen Lymphgefäßsystems bezüglich seiner Veränderun-

gen unter Hypoxie und im Rahmen einer allergischen Atemwegsentzündung.

3. Aufzeigen von Gemeinsamkeiten und Unterschieden der Veränderungen von Blut-

und Lymphgefäßen unter Hypoxie und im Rahmen einer allergischen Atemwegsent-

zündung und Ableiten möglicher Ursachen und Mechanismen für die Veränderun-

gen.
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2 Materialien und Methoden

2.1 Materialien

2.1.1 Versuchstiere

Für die Etablierung der Quantifizierungsmethode und der Einschätzung von stammspezi-

fischen Unterschieden von Lymphgefäßen in der murinen Lunge wurden 9 bis 14 Wochen

alte männliche Mäuse folgender Mausstämme verwendet: C57BL/6 (Charles River La-

boratories Research Models and Services Germany GmbH, Sulzfeld) und BALB/c (Charles

River Laboratories). Für das Hypoxie-Modell wurden 7 bis 11 Wochen alte männliche

C57BL/6 Mäuse verwendet (Charles River Laboratories). Für das Asthma-Modell wurden

6 bis 8 Wochen alte weibliche BALB/c Mäuse verwendet (Charles River Laboratories).

2.1.2 Antikörper, Lektine und Sekundärreagenzien

Wirt Antigen Konjugat Klon Hersteller Konzentration

Maus
Glattmuskel-

aktin
(α-SMA)

Cy3 1A4
Sigma-Aldrich

GmbH,
Steinheim

je nach
Antikörpercharge

0,43 µg/ml,
0,7 µg/ml

oder 0,93 µg/ml

Ratte CD90.2 30-H12
BD Biosciences

Pharmigem,
Heidelberg

0,167 µg/ml

Ratte CD90.2
Alexa Fluor

488
30-H12

Biolegend,
San Diego

1 µg/ml

Tabelle 1: Primäre Antikörper

Wirt Bindung an Konjugat Hersteller Verdünnung
Lektin aus
Bandeiraea

Simplicifolia (BS-I)
α-D-Galactosyl Biotin

Sigma,
St. Louis, USA

1 : 50

Tabelle 2: Lektine

Wirt Antigen Konjugat Hersteller Konzentration

Esel Ratten IgG Alexa Fluor 488
Invitrogen GmbH,

Karlsruhe
5,00 µg/µl

Esel Ratten IgG Alexa Flour 488

Jackson,
ImmunoResearch

Europe Ltd,
Suffolk, England

0,50 µg/µl

Strepavidin Biotin Alexa Fluor 647
Mo Bi Tec,
Göttingen

Verdünnung
1 : 100

Tabelle 3: Sekundärreagenzien
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2.1.3 Chemikalien und Reagenzien

Chemikalie oder Reagenz Hersteller
Aceton, 99,8 % p.a. C. Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe

Ampuwa Spüllösung
Fresenius Kabi Deutschland GmbH,
Bad Homburg

Antibody Diluent Zytomed Systems GmbH, Berlin
Aqua bidest. Destilation mit Destille im Institut
CaCl2 x 2 H2O Merck KGaA, Darmstadt

D-(+)-Glucose ≥ 99,5 % GC
Sigma Aldrich Chemie GmbH,
Taufkirchen

D-(+)- Saccharose ≥ 99,7 % pulv. C. Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Glycerin 99 % GC Merck KGaA, Darmstadt
Heparin-Natrium 25000 ratiopharm GmbH, Ulm
HEPES C. Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe

Isofluran
Baxter Deutschland GmbH,
Unterschleißheim

KCl p.a. Merck KGaA, Darmstadt
Ketamin
(Ketaminhydrochlorid)

Vétoquinol GmbH, Ravensburg

MgCl p.a. Merck KGaA, Darmstadt
Mowiol 4-88 Höchst GmbH, Frankfurt
NaCl ≥ 99,5 % p.a. C. Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
NaHPO > 99 % p.a. Merck KGaA, Darmstadt

NaOH > 98 %
Sigma Aldrich Chemie GmbH,
Taufkirchen

Paraformaldehyd Merck KGaA, Darmstadt
PCR Low Melt Agarose Bio Rad Laboratories GmbH, München
Tris-HCl ≥ 99 % p.a C. Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe
Uhu Sekundenkleber UHU AG, Schönenwerd, Schweiz
Xylazin Bayer HealthCare, Leverkusen

Tabelle 4: Chemikalien und Reagenzien
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2.1.4 Fixierlösungen, Medien und Puffer

2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-Piperazinyl)-Ethansulfonsäure (HEPES) -gepufferte Ringerlösung:

2,20 mM CaCl 2 x 2 H2O, 11,00 mM Glucose, 10,00 mM HEPES, 5,60 mM KCl, 1,00 mM

MgCl2 x 6 H2O, 136,40 mM NaCl in 1,00 l Aqua dest. lösen; Einstellung auf pH 7,4 mittels

HCl. Anschließend sterile Filtration.

Ansatz für den Gebrauch von low melt agarose:

0,30 g Low Melt Agarose in 10,00 ml sterilen HEPES Puffer unter Rühren erwärmen bis

sich das Pulver vollständig gelöst hat. Gelöste Agarose in 2,00 ml Einwegspritzen aufzie-

hen und bei 37 °C im Wärmeschrank bis zur Anwendung lagern.

Phosphat-gepufferte Salzlösung (PBS):

2,70 g Na2HPO4H2O, 28,79 g Na2HPO4 12 x H2O, 90,00 g NaCl in 2000 ml Aqua bidest

lösen; Einstellung auf pH 7,4 mittels HCl. Diese Lösung wird zur Anwendung als Puffer

1:5 mit Aqua bidest. verdünnt.

Paraformaldehyd (PFA) 4 %:

80,00 g Paraformaldehyd in 1000 ml Aqua bidest. unter Rühren bis auf 80 °C unter dem

Abzug erwärmen bis sich das PFA vollständig gelöst hat. Danach solange tropfenweise 1

normale NaOH-Lösung zum Klären der Lösung hinzugeben. Nach vollständigem Abküh-

len der PFA-Lösung werden 400 ml PBS Lösung (1:5 mit Aqua bidest verdünnte Stamm-

lösung) und 600 ml Aqua bidest. hinzugefügt; Einstellung auf pH 7,4 mittels HCl.

Paraformaldehyd (PFA) 1 %:

Verdünnung von 100 ml der 4%-igen PFA Lösung mit 300 ml PBS-Puffer.

Saccharoselösung 20 %:

20,00 g Saccharose in 100 ml Aqua bidest. unter Rühren vollständig auflösen.

Tris-(Hydroxymethylmethan)-aminomethanhydrochlorid gepufferte Salzlösung (TBS):

88,00 g NaCl, 9,00 g Tris, 68,50 g Tris-(Hydroxymethylmethan)-aminomethanhydrochlorid

(Tris-HCl) in 1 l Aqua bidest.; Einstellung auf pH 7,4 mittels HCl. Diese Lösung wird zur

Anwendung 1:10 mit Aqua bidest. verdünnt.

Gepuffertes Mowiol:

30,00 g Glycerin, 12,00 g Mowiol 4-88 in 30 ml Aqua dest. lösen, dazu 60 ml 0,2 molaren

TBS-Puffer geben; Einstellung auf pH 8,5 mittels HCl.
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2.1.5 Materialien

Material Hersteller
Bio-Net Einbettungskassetten, farbig,
mit engmaschigem Netz in Deckel und
Boden

Resolab Laborbedarf, Bad Oeynhausen

Bottle Top Filter 150 ml,
Porengroße 0,22 µm

neoLab Migge GmbH, Heidelberg

Cellstar, 24 Well Cell Culture Plate Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen

Deckgläschen in verschiedenen Größen
Menzel Glasbearbeitungswerk
GmbH & Co. KG, Braunschweig

Einwegspritzen:
Omnifix-F 1 ml und Injekt 5 ml

B. Braun Melsung AG, Melsung

Falcon Röhrchen 15 ml BD Biosciences Pharmingen
Injektionskanülen 26 6x1½ B. Braun Melsung AG, Melsung
Metallringe aus Kupferrohr Obi, Lübeck
Mikroschere
(Vanas Tübingen Spring Schere)

Fine Science Tools, Heidelberg

Objektträger
Menzel Glasbearbeitungswerk
GmbH & Co. KG, Braunschweig

Parafilm M
American National Can, Greenwich,
USA

Pinzette fein, Dumont 5 Fine Science Tools, Heidelberg
anatomische Pinzette Fine Science Tools, Heidelberg
Peha-soft-powderfree Handschuhe
Gr. M

Paul Hartmann AG, Heidenheim

Safelock Tubes 1,5 ml Eppendorf AG, Hamburg
Reaktionsgefäße 2,0 ml neoLab Migge GmbH, Heidelberg
Venenverweilkanüle BD Venflon Pro,
1.1 x 32 mm

Becton Dickinson Infusion Therapy,
Helsingborg, Schweden

Zentrifugenröhrchen 50 ml Sarstedt AG & Co., Nümbrecht

Tabelle 5: Materialien
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2.1.6 Geräte

Gerät Hersteller
Fluoreszenzmikroskop Axioskop 2 Plus Carl Zeiss Göttingen GmbH, Göttingen
Plan Apochromat 5x /0,16
Plan Apochromat 10x/0,45
Plan Apochromat 20x/0,75
Plan Apochromat 40x/0,95
Filter set 15; BP 546/12; FT 580
LP590 nm
Filter set 10; BP 450-490; FT 510 BP
515-565 nm
Filter set 485/20 578/14; FT500/600;
515-540; LP 610 nm
Konfokalmikroskop LSM 510 Meta Carl Zeiss Göttingen GmbH, Göttingen
Plan Apochromat 10x/0,45 und
20x/0,45
C- Apochromat 40x/1,2W und 60x/1,2W

Fluoreszensmikroskop Olympus BX61
Olympus Dänemark, Ballerup,
Dänemark

Olympus Plan Apo1,25x/0,04
Olympus UPlan SApo 4x/0,16
Olympus UPlan SApo 10x/0,40
Olympus UPlan SApo 20x/0,75
Olympus UPlan SApo 40x/0,95
Olympus UPlan SApo 60x/0,90

U-MWU2
Excitation: 330 - 385 nm filter
Emission: 420 nm filter Dicromatic
filter: 400 nm
U-MWIG3
Excitation: 530 - 550 nm filter
Emission: 575 nm IF filter Dicromatic
filter: 570 nm
U-MWIBA3
Excitation: 460 - 495 nm filter
Emission: 510 - 550 nm filter
Dicromatic filter: 505 nm
U-N51004v2
An emission filter (U-N51004 F/R V2)
for simultaneous viewing SYBR-14
(Ex/Em 490/516 nm) and PI (Ex/Em
535/617 nm)

Ludl motorized Stages
Ludl Electronic Products Ltd,
Hawthorne, NY, USA

X-Cite Series 120 Q
Lumen Dynamics Group Inc., Ontario,
Kanada

Olympus DP72 Digital Camera
Olympus Dänemark, Ballerup,
Dänemark

Tabelle 6: Mikroskope und Zubehör
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Gerät Hersteller

Digital pH Meter
Knick Elektronische Messgeräte GmbH
& Co. KG, Berlin

Feinwaage Sartorius AG, Göttingen
Kurzzeitmesser 3-zeilig Carl Roth GmbH, Karlsruhe
Maßstabobjektträger
1mm Divided 0,1 & 0,01mm

STAGE Micrometer Diamond Ruled
Martock Design Ltd. Martock, England

Microzentrifuge Carl Roth GmbH, Karlsruhe
Pipetten Eppendorf Research:
0,1-2,5 µl, 10-100 µl,
100 µl, 20-200 µl, 1000 µl

Eppendorf AG, Hamburg

Pipetten Eppendorf Reference:
0,5-10 µl

Vibratom 1000/2
TPI Vibratome, GaLa Gabler Labor
Instrumente Handels GmbH

Klingen: Schick Injektor 10 Platinum Schick, Amsterdamm, Niederlande
Rüttler Vortexer Genie 2 Scientific Industries, Inc., Bohemia USA
Wärmeschrank Heraeus B5050E Heraeus, Hanau

Tabelle 7: Geräte

2.1.7 Software

Software Herausgeber
Adobe ® Photoshop 6.0 Adobe Systems Inc., San Jose, CA, USA

Blender 2.6
Blender Foundation, Amsterdam,
Niederlande

Microimager TM Visiopharm A/S, Hoersholm, Dänemark

Microsoft ® Excel, Version 2003
Microsoft Cooperation, Mountain View,
CA, USA

Microsoft ® Paint, Version aus Windows
7 2009

Microsoft Cooperation, Mountain View,
CA, USA

Microsoft ® PowerPoint, Version 2003
Microsoft Cooperation, Mountain View,
CA, USA

newCAST TM Visiopharm A/S, Hoersholm, Dänemark

LSM 510 Meta 3.2
Carl Zeiss MikroImaging GmbH,
Göttingen

LSM Image Browser Release 4.2
Carl Zeiss MikroImaging GmbH,
Göttingen

LYX Document Processor Version 2.2.2 LYX-Team, Free Software Foundation
R Version 3.0.2 2013 R Core Team, Free Software Foundation

Tabelle 8: Software
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2.2 Methoden

2.2.1 Tierversuchs- und Tiertötungsgenehmigung

Die Tierversuche im Rahmen des Hypoxiemodells wurden durch das Regierungspräsidi-

um Gießen am 28.08.2000 unter dem Aktenzeichen GI20/10-Nr.22/2000 und am

28.11.2003 unter dem Aktenzeichen GI20/10-Nr.49/2003 genehmigt und von Mitarbei-

tern der Medizinischen Klinik II/V an der Justus-Liebig-Universität Gießen durchgeführt.

Die Tierversuche zur Erzeugung einer allergischen Atemwegsentzündung wurden duch

das Regierungsministerium Gießen am 28.10.2010 unter dem Aktenzeichen V 54 -19 c

20-15(1) MR 20/13-Nr. 21/2010 genehmigt und durch die Abteilung für klinische Chemie

und molekulare Diagnostik an der Philipps-Universität Marburg durchgeführt.

Die Tötung von Mäusen mit folgender Organentnahme zu wissenschaftlichen Zwecken ist

ebenfalls durch das Ministerium für Umwelt, Naturschutz und Landwirtschaft des Landes

Schleswig-Holstein genehmigt worden unter den Tiertötungsgenehmigungen 23/A13/07

V 312-72241.122-1 (7-1/07) vom 15.02.2007 und 23/A16/09 V 312-72241.122-1 vom

28.12.2009.

2.2.2 Tiertötung

Die Tötung der Tiere im Rahmen des Hypoxie-Modells erfolgt durch die intraperitonea-

le Injektion von Ketamin und Xylazin anschließendem Kreislaufstillstand. Die Tötung der

Tiere im Rahmen des Asthma-Modells erfolgt durch eine inhalative Überdosis von Isoflu-

ran, ebenfalls mit anschließendem Kreislaufstillstand.

2.2.3 Entnahme der Lungen und Herstellung von präzisions-geschnittenen

Lungenschnitten als systematic random sections

Der Thorax wurde in der Körpermitte mit einer Schere eröffnet und die ventralen Anteile

der Rippen mit dem darüber liegenden Muskelgewebe, die infrahyale Muskulatur, der

Thymus und die Speicheldrüsen entfernt (Abb. 1 a). Die Trachea wurde frei präpariert,

ein Bindfaden unter der Trachea plaziert und ein Knoten vorgelegt, um die Luftröhre

später verschließen zu können. Danach erfolgte die Spülung des Lungenkreislaufs mit

300 µl Heparin in 4,7 ml HEPES gepufferter Ringer Lösung. Dazu wurde der linke Vorhof

eröffnet und die Lösung in den rechten Ventrikel injiziert (Abb. 1 b). Nach dem Spülen

wurde das Herz entfernt und die Lunge über einen Schnitt in der Trachea mit Hilfe einer

Venenverweilkanüle mit in HEPES gelöster, 37 °C warmer low melt agarose bis zur voll-

ständigen Entfaltung befüllt. Um ein Auslaufen der Agarose zu verhindern, wurde nun

der vorgelegte Bindfaden unterhalb des Luftröhrenschnitts fest verknotet (Abb. 1 c).
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Abbildung 1: Präparation und Befüllen der Lungen. a: Lunge in situ nach Eröffnen
des Brustkorbes und Präparation der Trachea. b: Spülen des Lungenkreislaufs über den
rechten Ventrikel. c: Befüllen der Lunge mit Agarose über die Trachea.

Zur Entnahme der Lunge wurde die Trachea oberhalb des Fadens durchtrennt und die

Vena cava caudalis oberhalb des Zwerchfells durchschnitten. Danach wurde die Lunge in

einem Becherglas mit 4 °C kaltem HEPES-Puffer aufgefangen und auf Eis aufbewahrt. Die

Agarose verfestigte sich so innerhalb weniger Minuten und die einzelnen Lungenlappen

konnten voneinander getrennt werden. Die linke Lunge wurde nun mit Hilfe einer Fein-

waage gewogen. Das eigentliche Gewicht der blutleeren murinen Lunge ist dabei sehr

gering im Vergleich zum Gewicht der eingefüllten Agarose. Anhand einer Gewichtsverän-

derung ist so eine Abschätzung über eine Veränderung des Lungenvolumens möglich, da

die Lungen stets vollständig mit Agarose gefüllt wurden. Nach dem Wiegen wurden der

linke und der rechte untere Lungenlappen mit Sekundenkleber auf einen Metallblock mit

dem Hilus nach unten aufgeklebt (Abb. 2 a). Zur Stabilisierung des Gewebes beim Schnei-

den wurde die Lunge mit Hilfe eines Kupferrings in Agarose eingebettet. Die 200 µm dic-

ken precision cut lung slices (PCLS, präzisions-geschnittenene Lungenschnitte) wurden

mit dem Vibratom so angefertigt, dass die Schnittebene durch Lungenspitze und Lun-

genbasis verlief. Dabei wurde der erste PCLS willkürlich innerhalb der äußersten 200 µm

der Lunge begonnen. Dies führte zu einer Randomisierung der PCLS innerhalb der ge-

samten Lunge zu sogenannten systematic random sections. Für die weitere Anfertigung

von systematic random sections war die räumliche Ausrichtung der Schnittführung für

die Randomisierung grundsätzlich unwichtig, da die Quantifizierung von dimensionslosen

Parametern wie der Zell- oder Gefäßzahl durch die Orientierung der zu quantifizierenden

Struktur nicht beeinflusst wird. Weil sich das Hilusgewebe aber besser von lateral nach

medial schneiden lässt, ist diese Schnittführung favorisiert worden. Es wurden solange

PCLS angefertigt, bis nur noch ein geringer Rest auf dem Metallblock verblieb, sodass

nahezu der gesamte Lungenlappen für eine Auswertung zur Verfügung stand. Dies führ-

te nur zu einer geringfügigen systematischen Unterschätzung der Lymphgefäße in allen

Lungen.

Jeder PCLS eines linken Lungenflügels wurde nach dem Schneiden einzeln aufgefangen

und in ein nummeriertes Einbett-Körbchen verbracht, wobei stets der Schnitt als Num-

mer eins bezeichnet wurde, der als erstes in der Saggitalebene von lateral nach medial
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vom restlichen Organ abgetrennt worden ist. Dies stellte sicher, dass die PCLS für die

Quantifizierung immer einer bestimmten Reihenfolge zugeordnet werden konnten. Die

PCLS der rechten Lunge wurden zusammen in einem mit 50 ml HEPES befüllten Falcon-

Röhrchen aufgefangen, da sie nicht für eine Quantifizierung verwendet werden sollten.

Alle PCLS wurden anschließend drei Stunden bei 37 °C in HEPES-Puffer mit Raumluft

begast, um die verbliebene Agarose aus dem Gewebe auszuspülen. Anschließend wur-

den die PCLS in 4 % gepuffertem Paraformaldehyd für 30 min bei Raumtemperatur fi-

xiert. Nach dreimaligem 10-minütigen Spülen mit PBS wurden die PCLS schließlich in

einer 20 % Saccharose-Lösung über Nacht aufbewahrt und am nächsten Tag in 20 %

Saccharose-Lösung bei -20 °C einzeln in 2 ml Reaktionsgefäßen eingefroren. Abbildung

2 b zeigt einen fertigen PCLS nach Fixierung.

Abbildung 2: Herstellung der Präzisions-geschnittenenen Lungenschnitte, pre-
cision cut lung slices (PCLS). a: Auf Metallblock festgeklebte linke Lunge vor dem
Schneiden. b: Precision cut lung slice (PCLS).

2.2.4 Immunhistochemie

Bei den folgenden Arbeitsschritten wurden die PCLS einzeln in 24iger-Wellplatten ge-

waschen und inkubiert, um sie stets zweifelsfrei ihrer Nummer zuzuordnen. Für die

Floureszenzmarkierung wurden die in Tabelle 1, 2 und 3 aufgeführten Antikörper, Lectine

und Sekundärreagenzien verwendet. Bei allen Mehrfachmarkierungen wurden Primäran-

tikörper aus unterschiedlichen Spezies verwendet, sodass die Inkubation aller benötigten

Antikörper gleichzeitig durchgeführt werden konnte. Gleiches gilt für die Lectine und die

Sekundärreagenzien.

Die Blutgefäße und Atemwege wurden durch direkt floureszenzmarkierte Antikörper ge-

gen α-SMA dargestellt. Die Darstellung der Lymphgefäße erfolgte durch Anti-CD90.2

Antikörper (Anti-cluster of differentiation 90.2 Antikörper). Es zeigte sich, dass die Qua-

lität der Floureszens bei direkt markiertem anti-CD90.2-Antikörper schnell abnahm. Aus

diesem Grund wurde bei den nächsten Versuchsreihen eine indirekte Fluoreszensmar-

kierung verwendet. Die Darstellung des Endothels erfolgte durch Lectin BS-I (Lektin aus
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Bandeiraea Simplicfolia). Es wurden folgende Kombinationen verwendet: Doppelmarkie-

rung mit CD90.2 und α-SMA sowie für die konfokalmikroskopischen Aufnahmen Dreifach-

markierungen mit CD90.2, α-SMA und BS-I.

Die PCLS wurden in der 20 % Saccharose-Lösung auf Raumtemperatur aufgetaut. Das

Ausspülen der Saccharose erfolgte durch dreimaliges 10-minütiges Waschen in TBS.

Danach wurde eine Acetonfixierung bei -20 °C für 10 min durchgeführt. Nach erneutem

dreimaligem Waschen für je 10 min in TBS wurden die PCLS mit den gewünschten An-

tikörpern bzw. mit dem Lektin inkubiert. Bei allen Primärantikörpern und dem Lectin

erfolgte die Inkubation über Nacht. Am darauf folgenden Tag erfolgte nach dreimaligem

Waschen in TBS für 10 min die Inkubation mit den Sekundärantikörpern für 1 Stunde.

Nach abschließendem dreimaligem Waschen für je 10 min in TBS wurden die PCLS zwi-

schen zwei Deckgläsern mit Mowiol eingedeckt, sodass ein Betrachten des Präparats von

beiden Seiten möglich war. Die Deckgläschen mit den PCLS wurden mit Tesafilm auf Ob-

jektträgern fixiert. Abbildung 3 zeigt als Beispiel die Gesamtansichten eines mit CD90.2

(Abb. 3 a) und α-SMA (Abb. 3 b) markierten PCLS. Abbildung 3 c zeigt die in Photoshop

zusammengefügten Einzelaufnahmen der unterschiedlichen Farbkanäle (grün und rot).

Abbildung 3: Beispiel eines doppeltmarkierten PCLS. a: Indirekte Floureszenz-
Markierung der Lymphgefäße mittels anti-CD90.2 Antikörper und einem Alexa 488
gekoppelten anti-Ratten-IgG-Antikörper. b: Direkte Floureszenz-Markierung der glat-
ten Muskulatur von Blutgefäßen und Atemwegen mittels Cy3-gekoppeltem anti-α-SMA.
c: Zusammengesetztes Bild der beiden Markierungen.

Bei der Verwendung des Strepavidins zur Darstellung des Gefäßendothels zeigte sich

in einer Vergleichskontrolle, bei der ein Avidinblock durchgeführt worden war, keine

Markierung von biotintragenden Zellen, die eine ähnliche Morphologie wie das Gefäßen-

dothel aufwiesen und deshalb fälschlicherweise als Gefäßendothel interpretiert werden

könnten. Aus diesem Grund konnte in den vorliegenden Präparaten auf den Avidinblock

verzichtet werden, da dieser nur durchgeführt wird, um im Gewebe vorhandenes Biotin
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zu blockieren, sodass es nicht als Bindungspartner für das Strepavidin zur Verfügung

steht.

2.2.5 Hypoxie-Modell

Das Versuchsprotokoll wurde durch Mitarbeiter der Medizinischen Klinik II/V der Justus-

Liebig-Universität Gießen ausgeführt.

Zur Untersuchung der Lymphangiogenese und der Veränderungen an den Blutgefäßen

unter hypoxischen Bedingungen wurden männliche C57BL/6 Mäuse mit einem Gewicht

zwischen 18 g und 20 g gewählt. Jede Versuchsgruppe enthielt 5 bis 6 Tiere. Die Tiere

wurden unter normobarer Hypoxie (HOX) in einer individuell ventilierten Kammer für 7,

14 oder 21 Tage gehalten. Dabei betrug die eingeatmete Sauerstoffkonzentration 10 %.

Das Hypoxielevel wurde durch eine Kontrolleinheit konstant gehalten. Zum Vergleich

wurden Kontrolltiere 21 Tage unter normobarer Normoxie (NOX) in der gleichen Art von

individuell belüfteten Kammern gehalten. Der Sauerstoffgehalt der Inspirationsluft be-

trug hier 21 %. Ein Feuchtigkeitsüberschuss wurde durch Kondensation mit Hilfe eines

Kühlsystems vermieden. Abgeatmetes Kohlendioxid wurde durch einen Natron-Kalk-

Filter aus dem Atemluftkreislauf der Kammern entfernt. Die Käfige wurden einmal am

Tag für eine Reinigung und die Bereitstellung von Wasser und Futter geöffnet, sodass

den Tieren Wasser und Futter ad libitum zur Verfügung stand. Ein zwölfstündiger Tag-

und Nachtrhythmus war gewährleistet [36, 148]. Nach Ablauf von 7, 14 bzw. 21 Tagen

wurden die Tiere aus ihren individuell belüfteten Kammern entnommen und die Lungen

nach Tiertötung präpariert. (Abb. 4).

Abbildung 4: Protokoll des Hypoxie-Modells. Die Pfeile bezeichnen den letzten Tag
der Haltung unter hypoxischen Bedingungen bei einem Sauerstoffgehalt der Atemluft
von 10 %. Nach Ablauf von 7, 14 bzw. 21 Tagen wurden die Tiere aus ihren individuell
belüfteten Kammern entnommen und die Lungen nach Tiertötung präpariert.

2.2.6 Modell der allergischen Atemwegsreaktion

Das Versuchsprotokoll wurde durch Mitarbeiter der Abteilung für klinische Chemie und

molekulare Diagnostik an der Philipps-Universität Marburg ausgeführt.

Zur Untersuchung der Lymphangiogenese und Veränderungen an den Blutgefäßen in der

Lunge unter akuter Atemwegsentzündung wurde das Hausstaubmilben-Modell verwen-

det. Weibliche Balb/c Mäuse im Alter von 6 bis 8 Wochen wurden intranasal mit 50 µl

20



Hausstaubmilbenextrakt (HDME) in PBS (Konzentration: 2 µg/µl) an Tag 1, Tag 8 und Tag

14 stimuliert. Eine Kontrollgruppe wurde an den gleichen Tagen mit PBS intranasal be-

handelt. Beide Gruppen enthielten 6 Versuchtiere. Die Tiere erhielten Wasser und Futter

ad libitum und ein zwölfstündiger Tag- und Nachtrhythmus war gewährleistet. Nach der

dritten intransalen Stimulation erfolgte die Organentnahme und Präparation der Lungen

an Tag 15 für die HDME-Gruppe und an Tag 16 für die PBS-Kontrollgruppe (Abb. 5).

Abbildung 5: Protokoll des HDM-Modells. Die Pfeile bezeichnen die Stimulationszeit-
punkte mit HDME in PBS bzw. nur mit PBS. Die Organentnahme und Präparation fand an
Tag 15 bzw. Tag 16 statt.

2.3 Morphologische Auswertung

Die Morphologische Auswertung der PCLS erfolgt mit Hilfe der Floureszenzmikroskopie

sowie der Konfokalmikroskopie. Bei der Floureszensmikroskopie wird der Maßstab für die

Aufnahmen mit Hilfe eines Maßstabobjektivs angefertigt. Bei der Konfokalmikroskopie

wird der Maßstab automatisch durch das dazugehörige Programm berechnet und ange-

geben. Nach Bildaufnahme ist die weitere Bearbeitung des Bildmaterials in Adobe Pho-

toshop 6.0 und in LSM Image Browser Release 4.2 sowie in Microsoft Powerpoint 2003

erfolgt.

2.4 Stereologische Methoden und Auswertung

2.4.1 Das Lymphgefäßsystem als Knotenpunkt-Segment-Netzwerk

Um die Anzahl der Lymphgefäße N(lv) abzuschätzen, ist es notwendig, eindeutig zu de-

finieren, was als ein einzelnes Lymphgefäß bzw. als einzelne Lymphgefäßkapillare ver-

standen wird.

Ein System zur Ermittlung der Anzahl von Kapillaren in Glomeruli der Niere basiert auf

den gängigen Theorien zum kapillären Wachstum, nach denen es sich beim kapillären

Netzwerk um ein Knotenpunkt-Segment-Netzwerk handelt [95]. Wie auch das kapilläre

Netzwerk von Blutgefäßen kann das Lymphgefäßsystem als ein Knotenpunkt-Segment-

Netzwerk verstanden werden. Es besteht wie das Blutgefäßsysytem unterschiedlichster

Organe aus einem System verschieden großer Gefäße, die sich an Knotenpunkten verei-
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nen bzw. teilen. Deshalb kann in Anlehnung an das Blutgefäßsystem die Definition eines

Lymphgefäßes ebenfalls anhand dieser Theorie erfolgen. Ein Knotenpunkt ist dabei defi-

niert als der Ort, an dem sich drei oder mehr Gefäßsegmente teilen bzw. vereinen. Jedes

Lymphgefäß wird so als Verbindung zwischen zwei Knotenpunkten definiert. Um die An-

zahl an Lymphgefäßen zu bestimmen, wird die Konnektivität des Lymphgefäßnetzwerks

abgeschätzt.

Dieses wird wiederum indirekt über die Anzahl Knotenpunkte ermittelt, die zunächst in-

nerhalb des auszuwertenden Gewebes mit Hilfe des Prinzips des optical fractionators

gezählt werden (siehe 2.4.2).

2.4.2 Anwendung des optical fractionator zur Quantifizierung von Lymphge-

fäßen in der murinen Lunge

Der optical fractionator ist eine gängige stereologische Methode zur Quantifizierung von

Objekten in einem beliebig geformten Gewebevolumen [60]. Weil die Lunge zerteilt wer-

den muss, um Morphologie und Anzahl der Lymphgefäße beurteilen zu können, werden

durch den Prozess des Schneidens Lymphgefäßknotenpunkte zerteilt und in zwei ver-

schiedenen PCLS in Teilen sichtbar. Dies würde in der Auswertung eine doppelte Zählung

dieser Knotenpunkte zur Folge haben. Die Quantifizierung mit Hilfe der Methode des op-

tical fractionator verhindert diesen Zählfehler. Des Weiteren kann durch die Methode

des optical fractionators darauf verzichtet werden, das gesamte Organ auszuwerten. Es

reicht, ein angemessen großes Volumen auszuwerten.

Die Methode nutzt randomisiert über das Gewebe verteilte Zählbereiche, in denen auf-

tretende Objekte (z.B. Lymphgefäßknotenpunkte) nach bestimmten Kriterien gezählt wer-

den. Diese Zählbereiche werden als counting frames bezeichnet. Da das Verhältnis von

quantifiziertem zu nicht-quantifiziertem Gewebe bekannt ist, kann für das gesamte Or-

gan eine Gesamtzahl an Lymphgefäßen berechnet werden. Die errechnete Gesamtzahl

an Lymphgefäßen stellt eine Schätzung dar. Dies muss stets beachtet werden.

Im Folgenden sollen einzelne Aspekte des optical fractionators zur Quantifizierung von

murinen pulmonalen Lymphgefäßen weiter erläutert werden.

Das counting frame und die Definition eines Zählereignisses

Das counting frame ist ein Rechteck mit gleichbleidender Größenausdehnung in allen

drei räumlichen Dimensionen. Seine Größe ergibt sich daraus, wie groß der Anteil des

auszuwertenden Gewebes am Gesamtgewebevolumen ist. Die Seiten des Rechtecks

bestehen aus zwei grünen Linien (Einschlusslinien) und zwei roten Linien (Ausschlusslini-

en). Abbildung 6 a zeigt ein solches counting frame schematisch im zweidimensionalen

Raum. Durch das Durchfokussieren durch das Gewebe entsteht praktisch ein Quader,

wie er schematisch in Abbildung 6 b dargestellt ist. In den schematischen Abbildungen

ist außerdem ersichtlich, in welchem Bezug ein beliebiges Objekt zum counting frame

stehen muss, um als Zählereignis zu gelten: Liegt ein Objekt innerhalb des counting
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frames oder schneidet ein Objekt die grünen Linien, wird es gezählt. Schneidet ein Objekt

allerdings eine der roten Ausschlusslinien oder liegt außerhalb des counting frames, so

gilt es nicht als Zählereignis.

Abbildung 6: Das counting frame. a: Schematische Darstellung eines counting
frames. Das counting frame besteht aus einem Rechteck mit zwei grünen Seiten
(Einschlusslinien) und zwei roten Seiten (Ausschlusslinien). Liegt ein Objekt innerhalb
des Rechtecks oder schneidet es ausschließlich die grünen Einschlusslinien, so wird es
gezählt (blaue Objekte). Liegt ein Objekt außerhalb des Rechtecks oder berührt es eine
der Ausschlusslinien, so wird es nicht gezählt (schwarze Objekte). b: Dreidimensionale
Darstellung eines counting frames, die sich beim Durchfokkussieren durch das Präparat
ergibt. Wie in Abb. a gelten nur die blauen Objekte als Zählereignisse.

Lymphgefäßknotenpunkte als Zählereignisse und Definition der Valenz eines

Lymphgefäßknotenpunktes

Ein Zählereignis entspricht bei der Quantifizierung von Lymphgefäßen einem Lymphge-

fäßknotenpunkt. Diese Knotenpunkte wiederum werden bezüglich ihrer Valenz unter-

schieden. Es werden Lymphgefäßverzweigungen gezählt, an denen zwei Lymphgefäße

zu einem dritten zusammenlaufen bzw. sich ein Gefäß in zwei neue Gefäße teilt. Ein

solcher Knotenpunkt weist die Valenz 3 auf, da dort drei verschiedene Gefäße zusam-

menlaufen bzw. sich teilen. Mit der Valenz 4 werden Knotenpunkte bezeichnet, wenn

dort vier Gefäße aufeinander treffen bzw. sich teilen (Abb. 7). Höhere Valenzen traten in

der murinen Lunge bezogen auf das Lymphgefäßnetzwerk nicht auf.
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Abbildung 7: Beispiele für Knotenpunkte mit der Valenz 3 (gestrichelter Pfeil)
und der Valenz 4 (durchgezogener Pfeil). Immunhistochemie mit Antikörpern gegen
CD90.2.

Des Weiteren wurden Lymphgefäßabzweigungen unterschieden, die sich in unmittel-

barer Nachbarschaft von α-SMA positiven Zellen von Blutgefäßen und Atemwegen befin-

den (Nicht-Parenchym-Zählereignis; NP) und solche, die keine enge Beziehung zu diesen

Strukturen aufweisen (Parenchym-Zählereignis; P). Dies zeigt Abbildung 8.

Die sich daraus ergebenden Zählereignisse sind in Tabelle 9 aufgeführt.
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Abbildung 8: Knotenpunkte mit und ohne Kontakt zu α-SMA positiven Zellen. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). Die durchgezo-
genen Pfeile markieren Knotenpunkte unmittelbar neben α-SMA positiven Zellen (Nicht-
Parenchym). Die gestrichelten Pfeile zeigen auf Knotenpunkte ohne Nachbarschaft zu
α-SMA positiven Zellen (Parenchym). Zur Übersichtlichkeit sind nicht alle Knotenpunkte
markiert, sondern nur einige Beispiele.

Name
beteiligte

Lymphgefäße
Lokalisation innerhalb der Lunge

Nicht-Parenchym Val 3
(NPVal3)

3
unmittelbar neben α-SMA positiven

Zellen
Nicht-Parenchym Val 4

(NPVal4)
4

unmittelbar neben α-SMA positiven
Zellen

Parenchym Val 3
(PVal3)

3
keine Nachbarschaft zu α-SMA positiven

Zellen
Parenchym Val 4

(PVal4)
4

keine Nachbarschaft zu α-SMA positiven
Zellen

Tabelle 9: Zählereignisse
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Auswahl der section sampling fraction (ssf), der area sampling fraction (asf)

und der height sampling fraction (hsf)

Das gesamte Organ auszuwerten, ist bezogen auf den immensen Zeitaufwand für einen

geringen Zugewinn an Präzision wenig effektiv und bei Anwendung des optical fractio-

nators nicht nötig. Aus diesem Grund wird nur eine bestimmte Fraktion des Gewebes

quantifiziert. Dabei ist es wichtig, sicherzustellen, dass der zu quantifizierende Gewebe-

anteil willkürlich gewählt wird.

Section sampling fraction (ssf)

Die section sampling fraction beschreibt das Verhältnis von ausgewertetem zu nicht-

ausgewertetem Gewebeteil. Für eine ausreichende Präzision bzw. ausreichend viele

Zählereignisse reicht es, die Knotenpunkte jedes zweiten PCLS (50 % der gesamten

linken Lunge) zu zählen. So kann ein angemessenes Verhältnis von Arbeitsaufwand zu

Genauigkeit erreicht werden. Welche 50 % der linken Lunge ausgewertet werden, hängt

von der Vollständigkeit der PCLS ab. Durch das Fixier- und Spülverfahren ist in einigen

Serien der erste PCLS einer Lunge verloren gegangen. Dadurch kann der erste PCLS

einer vollständigen Serie zufällig eine ungerade oder gerade Nummerierung besitzen

(randomisierter Aspekt). Je nachdem, ob mit dem ersten oder dem zweiten PCLS be-

gonnen wurde, wurde dann im Folgenden immer die ungerade bzw. die gerade Serie

an PCLS gewählt, damit nie zwei direkt aneinander grenzende PCLS ausgewertet wer-

den (systematischer Aspekt). Wenn noch alle PCLS einer Lunge vorhanden waren, wurde

stets mit der ungeraden Serie gearbeitet.

Area sampling fraction (asf)

Die area sampling fraction beschreibt das Verhältnis von Gewebefläche, die gezählt

wurde, zur restlichen Fläche des PCLS. Der gesamte PCLS wurde als potentiell auszuwer-

tendes Gewebe betrachtet (area of intrest), über das randomisiert ein Gitternetzwerk

gelegt wird. Die area sampling fraction ist definiert als ein bestimmter Anteil des Git-

ternetzwerk-Quadrats. Abbildung 9 zeigt schematisch einen PCLS mit darüber gelegtem

Gitternetzwerk, bei dem die auszuzählende Fläche in Rot markiert ist. Das Verhältnis der

roten Fläche zur weißen Fläche stellt die area sampling fraction dar. In der praktischen

Durchführung ist die area sampling fraction das Verhältnis des Gewebevolumens, das

während des Zählvorgangs innerhalb der counting frames liegt, zum restlichen Gewebe

des PCLS.
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Abbildung 9: Gitternetzwerk und area sampling fraction. Alles außer der area of
interest wird von der Auswertung ausgeschlossen (grüner Bereich). Das Gitternetzwerk
(schwarz) wird randomisiert über den PCLS positioniert. Durch die festgelegte area sam-
pling fraction entstehen entsprechend große Bereiche, die der Auswertung zugeführt
werden (rot).

Height Sampling fraction (hsf)

Die height sampling fraction legt fest, in welcher Höhe auf der z-Achse innerhalb des 200

µm dicken PCLS gezählt wird. Grundsätzlich wird von einer homogenen Verteilung der

Zählereignisse innerhalb der Lunge ausgegangen, sodass theoretisch die gesamte Höhe

des PCLS ausgezählt werden kann. Dennoch sind bei der Auswahl der height sampling

fraction verschiedene Dinge zu berücksichtigen:

1. Durch das ungleichmäßige Schrumpfen der PCLS zwischen den zwei Deckgläschen

durch Trocknen des Eindeckmediums Mowiol haben einige PCLS-Bereiche eine klei-

nere Ausdehnung in der z-Achse als andere.

2. Des Weiteren ist davon auszugehen, dass die PCLS beim Schrumpfen ungleichmä-

ßig in der z-Achse gestaucht werden. Dies führt dazu, dass es zu einer unterschied-

lich starken Konzentration der Zählereignisse innerhalb des Gewebes kommt.

3. Schließlich können beim Schneiden der PCLS Strukturen an den Schnittkanten zer-

stört werden oder verloren gehen, sodass sie nicht mehr erfasst werden können.

Für die konkrete Auswahl siehe Abschnitt 3.3.4 im Ergebnisteil.
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Coefficient of error (CE) und coefficient of variance (CV)

Der coefficient of error (CE) beschreibt die Genauigkeit einer Quantifizierungsmethode,

d.h. mit ihm lässt sich abschätzen, wie groß der methodische Fehler ist, der bei Anwen-

dung des optical fractionator entsteht.

Errechnet wird der coefficient of error mit folgender Formel nach Dorph-Petersen et. al.

[28], wobei
∑
Q− der Summe aller Zählereignisse entspricht:

CE(
∑

Q−) =

√∑
Q− + 1

240 · (3 · (
∑

(Q− ·Q−) −
∑
Q−) − 4

∑
(Q− ·Q−+1) +

∑
(Q− ·Q−+2))∑

Q−

(1)

Um zu gewährleisten, dass der methodische Fehler nicht zu hoch ist, wird die area sam-

pling fraction immer so gewählt, dass mindestens 100 Zählereignisse auftreten. So kann

ein CE von etwa 10 % oder weniger erreicht werden. Dies ist notwenidig, da der method-

ische Fehler nicht größer als die biologische Variabilität werden darf, die aber im Normal-

fall deutlich größer als 10 % ist.

Für die spezielle Auswahl der area sampling fraction zur Quantifizierung von Lymphge-

fäßen in der murinen Lunge siehe auch Abschnitt 3.3.

Neben dem coefficient of error wurde auch der coefficient of variance (CV) berechnet.

Dieser beschreibt die Streuung von Daten um den Mittelwert. Die CV beschreibt die Vari-

abilität einer Gruppe von Individuen im Vergleich zu anderen Gruppen von Individuen.

Er berechnet sich aus dem Quotienten von Standardabweichung (SD) und Mittelwert

(mean) einer Versuchsgruppe:

CV = SD/mean (2)

Konzept der height sampling fraction (hsf) und der Q−-weighted mean thick-

ness

Die height sampling fraction beschreibt die Höhe auf der z-Achse innerhalb eines PCLS,

auf der Objekte gezählt werden. Bei der Fixierung und nach dem Eindecken der PCLS

kommt es zu einer ungleichmäßigen Schrumpfung des Gewebes, sodass die Ausdehnung

des PCLS entlang der z-Achse unregelmäßig sein kann. Dies beeinflusst die Dichte der

Zählereignisse, da in einem Areal mit stärkerer Schrumpfung mehr Zählereignisse pro

Volumen auftreten. Um dies zu berücksichtigen, kommt die sogenannte Q−-weighted

mean thickness (t̄Q−) zur Anwendung.

t̄Q− ergibt sich aus der Summe aller Produkte von aufgetretenen Zählereignissen q− mit
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der dort gemessenen lokalen Dicke t geteilt durch die Summe aller Zählereignisse q−.

Dabei wird die Valenz der Zählereignisse nicht unterschieden:

t̄Q− =

∑
t · q−∑
q−

(3)

Für die Auswahl und Etablierung der height sampling fraction siehe Abschnitt 3.3.

2.4.3 Praktische Durchführung der Quantifikation mit Hilfe des optical frac-

tionator

Für die Auszählung der Lymphgefäße ist die Software newCAST verwendet worden, mit

deren Hilfe eine randomisierte Auswahl der Zählareale erfolgen kann. Dafür wurde der

PCLS zu Beginn einer Zählung unter dem 4x-Objektiv umfahren, markiert und das Areal

außerhalb des PCLS für die Zählung ausgeschlossen. Die disector Höhe wurde gewählt

und auf das 10x-Objektiv gewechselt, da in dieser Vergrößerung die Lymphgefäßknoten-

punkte optimal beurteilbar sind. Zu Beginn des Zählvorgangs wurde je nach Gruppe die

vorher in einer Pilotstudie ermittelte und ausreichende area sampling fraction für die

Zählung gewählt (siehe Abschnitt 3.3, Tabelle 10). Durch das Programm wurde dann

randomisiert das Raster über die area of interest gelegt und die sich daraus ergeben-

den counting frames gleichmäßig über das Gewebe verteilt. Das counting frame wurde

auf eine Größe von 20 % des Gesamtbildschirms eingestellt. Die einzelnen counting

frames wurden manuell ausgezählt. Dazu wurde durch die gesamte z-Achse des PCLS

hindurch fokussiert. Alle Knotenpunkte wurden gezählt, die die in Abschnitt 2.4.2 aufge-

listeten Kriterien erfüllten und sich innerhalb der hight sampling fraction (> 10 µm bis

< 30 µm) befanden. Weil einzelne Knotenpunkte je nach ihrer Ausrichtung im Präparat

innerhalb mehrerer Fokusebenen liegen können, werden diese nur dann gezählt, wenn

diejenige Abzweigung scharf eingestellt ist, die den kleinsten Winkel zwischen den bei-

den abzweigenden Gefäßen aufweist. Abbildung 10 zeigt eine Serie unterschiedlicher

Fokusebenen beim Durchfokussieren des PCLS. Traten in einem counting frame ein oder

mehrere Zählereignisse auf, wurde die Gesamthöhe des PCLS in diesem Bereich zur Er-

rechnung der Q−-weighted mean thickness gemessen. Dazu wurde der Abstand zwi-

schen Beginn und Ende des Gewebes auf der z-Achse gemessen. In dieser Weise wurden

alle von newCAST vorgegebenen counting frames eines PCLS bearbeitet.
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Abbildung 10: Abbildungen der unterschiedlichen Fokusebenen einer Lokalisa-
tion des PCLS. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen CD90.2. Die Aufnahmen wur-
den im Abstand von 5 µm auf der z-Achse angefertigt. Die mit einem Pfeil markierten
Knotenpunkte stellen ein Zählereignis dar.

2.4.4 Abschätzung der Gesamtzahl an Lymphgefäßen in einer murinen

Lunge

Das erhaltene Zählergebnis gibt noch nicht die konkrete Zahl an Lymphgefäßen in einer

Lunge an, sondern die Zahl der Lymphgefäßknotenpunkte in einem bestimmten Anteil

des Gewebes. Um nun die Gesamtzahl der Lymphgefäße im gesamten Organ abzuschät-

zen, müssen verschiedene Berechnungen durchgeführt werden.

Bezogen auf das Lymphgefäßknotenpunkt-Segment-System, ist es wichtig zu berück-

sichtigen, dass sich die Anzahl der Lymphgefäße bzw. die Verbindungen zwischen zwei

Knotenpunkten von der Anzahl der Gefäßsegmente in einem Knotenpunkt-Segment-Netz-

werk unterscheidet. Aus einem neuen Lymphgefäß können ein aber auch mehrere neue

Segmente entstehen, je nachdem wie sie an das bestehende Netzwerk angeknüpft wird

(Abb. 11). Dies muss bei der Berechnung der Gesamtzahl an Lymphgefäßen berücksich-

tigt werden.
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Abbildung 11: Das Knotenpunkt-Segment-Netzwerk nach Løkkegard et. al. [76]
Die roten Striche trennen jeweils zwei Segmente. Pn ist die Anzahl der Knotenpunkte mit
der Valenz n. n entspricht der Anzahl an Lymphgefäßen, die sich an einem Knotenpunkt
teilen bzw. zusammenlaufen.

Mit folgender Gleichung wird aus der Anzahl der gezählten Knotenpunkte errechnet, wie

viele Lymphgefäße sich innerhalb des ausgewerteten Gewebevolumens befinden [76]:

Q− =
∑(

n− 2

2
· Pn

)
+ 1 (4)

Q− gibt also die Summe aller Zählereignisse (Lymphgefäßknotenpunkte) an, die inner-

halb des ausgewerteten Gewebes auftreten. Dabei ist Pn die Anzahl der Knotenpunkte

mit der Valenz n. Die Valenz n bezeichnet dabei, wie viele Lymphgefäße sich an die-

sem Knotenpunkt teilen bzw. zusammenlaufen. Der Divisor 2 berücksichtigt die Tatsa-

che, dass ein Segment an beiden Enden gezählt wird, da es an beiden Enden in einem

Knotenpunkt endet. Abschließend wird noch ein initiales Gefäß als Start des Netzwerkes

hinzu addiert (+ 1). Abbildung 11 zeigt dies graphisch und als Zahlenbeispiel.

Um nun die Anzahl der Lymphgefäße in der gesamten linken Lunge zu bestimmen, wird

die mit Gleichung 4 errechnete Anzahl an Lymphgefäßen auf die gesamte Lunge bezo-

gen. Dies geschieht mit Gleichung 5, die unter der Voraussetzung angewendet werden

kann, dass die Zählereignisse gleichmäßig über das Organ verteilt sind [76].
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N(lv) =
1

ssf
· 1

asf
· t̄Q−

hsf
·Q− (5)

Dabei ist N(lv) die geschätzte Anzahl der gesamten Lymphgefäße der gesamten linken

Lunge. 1
ssf ist der Kehrwert der section sampling fraction, der 2 ist, da 50 % einer linken

Lunge ausgewertet werden
(

1
ssf = 1

0,5 = 2
)
. 1

asf ist der Kehrwert der area sampling frac-

tion und somit je nach Versuchsgruppe unterschiedlich (z.B. bei den Versuchsgruppen

unter hypoxischen Bedingungen 1
0,03 = 33 1

3 ). Die Q−-weighted mean thickness (t̄Q−) wird

geteilt durch die hight sampling fraction, die sich aus der disector Höhe (10 µm - 30 µm)

ergibt und deshalb 20 µm beträgt.

Errechnen von N(lv)

Die Anzahl der Zählereignisse mit der dazugehörigen lokalen Dicke des PCLS werden

getrennt nach ihrer Valenz in einer Excel-Tabelle festgehalten (Abb. 12). Dann werden

die Werte in die oben aufgeführten Gleichungen eingesetzt und die geschätzte Anzahl

an Lymphgefäßen einer linken Lunge berechnet. Abschließend wird auf eine ganze Zahl

gerundet.

Abbildung 12: Beispielhafte Tabelle mit Zählereignissen und Zwischenergebnis-
sen.
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Beispielrechnung

Für die Beispielrechnung sind die Werte aus der in Abbildung 12 gezeigten Tabelle ver-

wendet worden.

t̄Q− =

∑
t · q−∑
q−

=
(t · q−)NPV al3 + (t · q−)PV al3 + (t · q−)NPV al4

q−NPV al3 + q−PV al3 + q−NPV al4

t̄Q− = =
(4790 + 1937 + 2097)

(66 + 27 + 29)
= 72, 328

Q− =
∑(

n− 2

2
· Pn

)
+ 1 =

(
3 − 2

2
· PNPV al3

)
+

(
4 − 2

2
· PNPV al4

)
+

(
3 − 2

2
· PPV al3

)
+ 1

Q− =

(
1

2
· 66

)
+ (1 · 29) +

(
1

2
· 27

)
+ 1 = 76, 5

N(lv) =
1

ssf
· 1

asf
· t̄Q−

hsf
·Q− =

1

0, 5
· 1

0, 03
· 72, 328

20
· 76, 5 = 18444

Die Anzahl an Lymphgefäßen in dieser Beispielrechnung beläuft sich auf 18444 Gefäße

in dieser linken Lunge. Für die Bezeichnung NPVal3, NPVal4, und PVal3 siehe Tabelle 9.

2.4.5 Abschätzen des Verzweigungsgrades des Lymphgefäßsystems

Um eine Veränderung des Verzweigungsgrades des Lymphgefäßnetzwerkes zu beurteilen,

werden die gezählten Knotenpunkte als einzelne Partikel verstanden, sodass für Q− die

Anzahl der Zählereignisse einer bestimmten Valenz in die Gleichung eingesetzt werden

kann. Daraus ergibt sich die Anzahl an Knotenpunkten mit einer bestimmten Valenz in

der gesamten Lunge, was einen Hinweis darauf geben kann, ob der Verzweigungsgrad

des Netzwerkes zunimmt.

t̄Q− =

∑
t · q−∑
q−

=
(t · q−)NPV al3 + (t · q−)PV al3 + (t · q−)NPV al4

q−NPV al3 + q−PV al3 + q−NPV al4

t̄Q− =
(3611 + 1571 + 320)

(41 + 19 + 4)
= 85, 969

Q−
NPV al4 = 19

N(NPV al4) =
1

ssf
· 1

asf
· t̄Q−

hsf
·Q− =

1

0, 5
· 1

0, 10
· 85, 969

20
· 19 = 1633, 4
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Die mittlere Anzahl an Knotenpunkten in unmittelbarer Nachbarschaft zu glatten Muskel-

zellen mit der Valenz 4 (NPVal4) beläuft sich also auf 1633 in einer linken Lunge.

2.5 Statistische Auswertung

Die Werte im Rahmen der Quantifizierung der pulmonalen Lymphgefäße werden als Mit-

telwerte angegeben, in eckigen Klammer folgen jeweils Minimum und Maximum sowie

coefficient of variance (CV) und coefficient of error (CE).

Für die statistische Auswertung der Stichproben wurde der nicht-parametrische Kruskal-

Wallis-Test und der Mann-Whitney U-test verwendet. Für beide erfolgte die Berechnung

mit Hilfe des Statistikprogramms R. Das Signifikanzniveau liegt bei p = 0,05.
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3 Ergebnisse

3.1 Markierung von α-SMA in Arterien der murinen Lunge un-

ter normoxischen Bedingungen, bei normobarer Hypoxie mit

10 % O2 und bei einer akuten allergischen Atemwegsentzün-

dung

3.1.1 Markierung von α-SMA in Arterien der murinen Lunge unter normox-

ischen Bedingungen

Arterien verlaufen in der murinen Lunge mit den Atemwegen. Sie sind durch eine cha-

rakteristische Verteilung der glatten Muskulatur von Venen und Atemwegen abzugrenzen

[73, 99].

Hilusarterien und größere Arterien imponieren durch ihren dichten, lückenlosen Man-

tel aus α-SMA positiven Zellen (Abb. 13 a, b und c). Innerhalb der Muskelschicht sind

einzelne α-SMA positive Zellen oder Zellkerne nicht sicher abgrenzbar. Sinkt der Gefäß-

durchmesser, besitzen die Arterien zunehmend weniger α-SMA positive Zellen, sodass

sich einzelne Zellen und auch Zellkerne besser abgrenzen lassen (Pfeile in Abb. 13 g).

Kleine Arterien lassen sich weiterhin in zwei Gruppen einteilen: Bei einem Teil kommt es

zu einer abrupten Abnahme der α-SMA positive Zellen (Abb. 13 d), bei dem anderen Teil

dagegen nimmt die Dichte der α-SMA positiven Markierung langsamer ab (Abb. 13 e).

In dem Gefäßbereich, an dem die α-SMA positiven Zellen stark abgenommen haben,

können die Arterien anhand ihrer α-SMA Markierung nicht mehr sicher von Venen unter-

schieden werden (Abb. 13 h und i).
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Abbildung 13: Arterien in der murinen Lunge unter normoxischen Bedingungen.
Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Hilusarterie mit einem dichten Man-
tel aus α-SMA positiven Zellen (A). Angrenzend hilusnahe Atemwege (Aw) b: Große Ar-
terie mit dichter α-SMA Markierung. c: Kleinere Arterie (A) in Begleitung eines Atemwegs
(Aw) mit weiterhin vielen α-SMA positiven Zellen. d: Kleine Arterie mit abrupt endenden
α-SMA positiven Zellen. Der Pfeil zeigt auf den Teil der Arterie, ab dem die α-SMA posi-
tiven Zellen stark vermindert sind. e: Kleine Arterie, bei der die α-SMA positiven Zellen
langsam weniger werden. Der Pfeil zeigt auf den Teil der Arterie, ab dem die α-SMA po-
sitiven Zellen vermindert sind. f und g: Das Rechteck in f ist in g vergrößert dargestellt
und zeigt den Übergang von vielen zu wenigen α-SMA positiven Zellen in der Arterien-
wand. Die Umrisse der Zelkerne sind durch fehlende α-SMA Markierung sichtbar (Pfeile).
h: Übersicht in einem Bereich mit mittelgroßen Gefäßen, sodass Arterien (A) und Ve-
nen (V) unterschieden werden können. i: Übersicht in einem Bereich mit sehr kleinen
Gefäßen. Hier sind Venen und Arterien anhand der α-SMA positiven Zellen nicht mehr
voneinander zu unterschieden.
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3.1.2 Markierung von α-SMA in Arterien der murinen Lunge bei normobarer

Hypoxie mit 10 % O2

Bereits in der Übersicht über zwei PCLS, in denen die Lungenspitzen von einem norm-

oxisch und einem hypoxisch gehaltenen Tier gegenübergestellt werden, ist zu erkennen,

dass die Markierung von α-SMA im Bereich des Gefäßbaums deutlich zunimmt (Abb. 14).

Abbildung 14 zeigt zudem, dass sich die Veränderungen in der Markierung von α-SMA vor

allem in den distalen, kleinen Gefäßabschnitten abspielen. Die α-SMA positiven Zellen

sind in diesem Bereich deutlich vermehrt im Vergleich zur Kontrollgruppe.
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Abbildung 14: Vergleich der Markierung von α-SMA unter Normoxie und nach
21 Tagen Hypoxie. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Lungenspitze
einer Maus aus der Gruppe der Kontrolltiere, die bei Normoxie gehalten wurden. b: Lun-
genspitze einer Maus, die 21 Tage unter hypoxischen Bedingungen mit 10 % O2 gehalten
wurde. Im Vergleich zeigt sich eine deutliche Vermehrung der α-SMA positiven Zellen im
Bereich der kleinen Gefäße.
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In der murinen Lunge zeigen Hilusarterien und größere Arterien unter normobarer Hyp-

oxie mit 10 % O2 fluoreszensmikroskopisch nur wenig erkennbare Veränderungen

(Abb. 15). Nach 21 Tagen kann lediglich eine leichte Zunahme der Zellbreite einzel-

ner Zellen nachgewiesen werden (Pfeile in Abb. 15 e und h), eine Zunahme der Zellzahl

ist nicht erkennbar.

Abbildung 15: Hilusnahe Arterienabschnitte. Immunhistochemie mit Antikörpern
gegen α-SMA. a-d: Große Arterien zu den jeweils angegebenen Hypoxiezeitpunkten.
Es ist keine Veränderung der α-SMA positiven Zellen erkennbar. e-h: Detailaufnahmen
der Gefäßwand dieser Arterien zu den jeweils angegebenen Hypoxiezeitpunkten. Auch
hier ist keine wesentliche Veränderung der α-SMA Markierung zu erkennen. Die Pfeile
verweisen auf einzelne Zellen in der Gefäßwand.

Betrachtet man allerding die distalen Gefäßabschnitte fällt eine deutliche Zunahme der

Markierung von α-SMA auf, welche auf eine Zunahme der markierten Zellen zurück-

zuführen ist. Abbildung 16 und Abbildung 17 zeigen Teile von distalen Gefäßabschnitten,

wobei zum einen der Gefäßbereich am Übergang zur spärlichen Muskularisierung und

zum anderen der Bereich am Ende der Muskularisierung dargestellt wird. Dabei fällt auf,

dass in beiden Fällen der Gefäßdurchmesser dieser Bereiche bei gleichbleibender Dichte

der Muskulatur stetig abnimmt. Dies bedeutet, dass die Muskularisierung entlang des

Gefäßbaums nach distal fortschreitet.
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Abbildung 16: Arterienabschnitte im Bereich vor dem Übergang zum weniger
muskularisierten, distalen Gefäßabschnitt. Immunhistochemie mit Antikörpern
gegen α-SMA. Die Dichte der Muskulatur ist unter normoxischen und hypoxischen Be-
dingungen in diesem Gefäßabschnitt identisch. Allerdings verlagert sich der Übergangs-
bereich von dichter zu spärlicher Muskularisierung immer weiter nach distal, sodass
bei gleichbleibender Muskularisierungsdichte der Gefäßdurchmesser der abgebildeten
Gefäße sinkt.

Abbildung 17: Arterienabschnitte kurz vor Ende der α-SMA Markierung. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Der gezeigte Gefäßdurchmesser sinkt
von Normoxie im Verlauf bis 21 Tage unter hypoxischen Bedingungen, da immer kleinere
Gefäßabschnitte α-SMA exprimierende Zellen aufweisen.
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Es ist festzustellen, dass bei normobarer Hypoxie mit 10 % O2 die Markierung von α-SMA

der Arterien mit wenig oder gar keinen α-SMA positiven Zellen über einen Zeitraum von

21 Tagen stetig zunimmt, sodass mehr kleinere Gefäßabschnitte α-SMA positive Zellen

zeigen (Abb. 18). Schon nach 7 Tagen unter hypoxischen Bedingungen hat sich die

Markierung des α-SMA in kleineren Gefäßabschnitten deutlich vermehrt. Mit zunehmender

Hypoxiedauer werden immer kleinere Gefäßabschnitte α-SMA positiv, sodass sich auch

zunehmend in subpleuralen Bereichen eine deutliche Markierung von α-SMA zeigt

(Abb. 18 c und d).

Der Prozess der zunehmenden Muskularisierung von Arterien unter Hypoxie in der muri-

nen Lunge schreitet kontinuierlich von proximal nach distal am Gefäßbaum voran. Dabei

verlagert sich der Übergang zwischen den Gefäßabschnitten mit viel α-SMA positiver

Markierung zu dem Teil mit wenig α-SMA positiven Zellen weiter nach distal, da die α-

SMA positiven Zellen mit der Zeit auch an immer kleiner werdenden Gefäßen zunehmen.

Abbildung 18 e zeigt diesen Prozess schematisch.
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Abbildung 18: Kontinuierliche Zunahme der α-SMA positiven Zellen an Arte-
rien von proximal nach distal. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA.
Über einen Zeitraum von 21 Tagen Hypoxie zeigt sich eine deutliche Veränderung der
α-SMA positiven Zellen. Die roten Markierungen messen 75 µm, die grünen Markierun-
gen 50 µm. Die weiße Linie beschreibt den Verlauf der Pleura. a: Muskularisierung einer
Arterie in der murinen Lunge bei Normoxie. b: Deutliche Zunahme der α-SMA positiven
Zellen in peripheren Abschnitten des Gefäßes schon nach 7 Tagen unter hypoxischen Be-
dingungen c: Weitere Zunahme der α-SMA positiven Markierung in den peripheren Ab-
schnitten des arteriellen Gefäßbaumes bei zunehmender Muskularisierung. d: Deutliche
Zunahme der α-SMA Markierung in Arterienabschnitten unter der Pleura. e: Schema-
tische Darstellung der kontinuierlichen Zunahme der α-SMA positiven Zellen an Arterien
von proximal nach distal.
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Des Weiteren zeigen sich in allen Lungenabschnitten multiple, stark α-SMA positive Zell-

arme, d.h. es lassen sich neu α-SMA postiv markierte Zellanteile abgrenzen, die ortho-

gonal oder schräg von der Arterienwand in das umliegende Gewebe zeigen. Welchen

Strukturen sie folgen, ist nicht eindeutig erkennbar. Betrachtet man in diesem Zusam-

menhang die größeren Arterien mit einem dichten Mantel aus Glattmuskelaktin, so fällt

auf, dass die orthogonal oder schräg zum Hauptgefäßlumen ausgerichteten Zellausläufer

in diesem Abschnitt des Gefäßbaums erst nach 14 Tagen Haltung bei normobarer Hyp-

oxie mit 10 % O2 auftreten (Kreise in Abb. 19 b). Im Verlauf lässt sich immer weiter

distal am neu α-SMA positiven Gefäß eine α-SMA Markierung finden und der Verlauf der

Gefäßabzweigung wird über eine längere Strecke sichtbar (Kreis in Abb. 19 c).

Abbildung 19: Muskularisierung kleiner Gefäßabzweigungen an größeren Arte-
rien. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Nach sieben Tagen unter
hypoxischen Bedingungen zeigt sich an den Gefäßabschnitten mit dichter Muskulatur
noch keine Expression von α-SMA an kleinen arteriellen Gefäßabgängen. b: Nach 14
Tagen Hypoxie sind erste kleine Gefäßabzweigungen durch die α-SMA positiven Zellen
erkennbar (Kreise) c: Fortschreitende Muskularisierung kleiner Gefäße. Die α-SMA posi-
tiven Zellen reichen deutlich weiter entlang der kleinen Gefäßabzweigung (Kreis).
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Während bei größeren Gefäßen diese Zellarme erst nach längerer Hypoxiedauer zu finden

sind, zeigen sie sich in kleinen Gefäßabschnitten mit wenigen α-SMA positive Zellen be-

reits nach 7 Tagen unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2 (Abb. 20 b). Da sich im Verlauf

der Hypoxiezeit der Teil des Gefäßes mit wenig α-SMA positiver Markierung weiter nach

distal entlang des Gefäßes verschiebt, sind auch die α-SMA positiven Zellarme an immer

kleineren Gefäßen zu finden. Sie nehmen bis zum Zeitpunkt von 14 Tagen Hypoxiedauer

deutlich zu und reichen weiter in die Peripherie hinein (Abb. 20 c). Im weiteren Verlauf

der Hypoxiedauer zeigen sich keine weiteren Veränderungen.

Abbildung 20: Zellausläufer im Bereich der wenig muskularisierten Arterienab-
schnitte. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Im Gefäßbereich mit
diffuser Verteilung der Muskulatur zeigen sich unter normoxischen Bedingunen keine α-
SMA markierten Zellausläufer. b: Nach sieben Tagen unter hypoxischen Bedingungen
lassen sich multiple, deutlich α-SMA positive Zellarme erkennen (Pfeile). c: Im Verlauf
zeigen sich weiterhin in Anzahl und Länge zunehmende Zellausläufer an immer kleine-
ren Arterien (Pfeile).
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Eine weitere Veränderung der Gefäße findet in der Endstrombahn der Arterien statt. Ab-

bildung 21 zeigt die Zunahme der α-SMA positiven Zellen in den Alveolarsepten, die

an eine intraacinäre Arterie angrenzen. Bereits nach 7 Tagen normobarer Hypoxie mit

10 % O2 lässt sich an einigen intraacinären Arterien eine vermehrte α-SMA positive

Markierung in den Alveolarsepten nachweisen, die die Alveolen nur unvollständig um-

schließt (Pfeile in Abb. 21 b und f). Mit zunehmender Hypoxiedauer wird die Markierung

im Bereich der Alveolarsepten immer deutlicher und umschließt die Alveolen nach 14

Tagen Hypoxie vollständig (Pfeile in Abb. 21 c und g). Nach 21 Tagen unter hypoxischen

Bedingungen sind außerdem deutlich mehr Zellen in den angrenzenden Alveolarsepten

α-SMA positiv (Pfeile in Abb. 21 d).

Abbildung 21: α-SMA positive Zellen in den Alveolarsepten in unmittelbarer
Umgebung zu muskularisierten Arterien. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen
α-SMA. a und e: Unter normoxischen Bedingungen endet die Muskularisierung der in-
traacinären Arterien abrupt. Nur wenige Ductuli alveolares in der Umgebung weisen eine
geringe α-SMA positive Markierung auf. b und f: Diffuse Expression von α-SMA in den
Alveolarsaepten nach 7 Tagen normobarer Hypoxie (Pfeile). c und g: Nach 14 Tagen
unter hypoxischen Bedingungen sind einzelne Alveolen vollständig von α-SMA positiven
Zellen umschlossen (Pfeile) d und h: Die α-SMA positive Markierung der Alveolarsepten
setzt sich weiter in das die Arterie umgebende Gewebe fort. Nach 21 Tagen unter nor-
mobarer Hypoxie weisen viele intraacinäre Arterien eine α-SMA positive Markierung in
ihrer Umgebung auf (Pfeile).
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Abbildung 22 zeigt eine konfokalmikroskopische Untersuchung dieser Arterienbereiche

nach einer 14-tägigen Haltung unter hypoxischen Bedingungen. Durch die zusätzliche

Markierung mit BS-I sind die Endothelien der Kapillaren in den Alveolarsaepten gut er-

kennbar. In den einzelnen Bildern ist deutlich eine verstärkte Markierung von α-SMA in

den Alveolarsepten zu erkennen. Teilweise werden ganze Alveolen vollständig von α-

SMA positiven Zellen umschlossen. Auffällig ist, dass die Markierung von der Arterie

ausgehend weit in die Peripherie hinein reicht und auch noch mehr als 70 µm vom

muskularisierten Gefäß entfernt α-SMA auftritt (gestrichelte Pfeile in Abb. 22). Es ist

auszuschließen, dass die Markierung von einer zweiten intraacinären Arterie stammt, da

diese Arterien stets in größerem Abstand verlaufen.

Abbildung 22: Konfokalmikroskopische Darstellung einer kleinen Arterie kurz
vor Ende der α-SMA Markierung des Gefäßes nach 14 Tagen unter hypoxischen
Bedingungen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und Darstellung
der Endothelien mittels Markierung mit BS-I (blau). Die Bildfolge verläuft von links oben
nach rechts unten. Die gestrichelten Pfeile markieren das Ende der Arterie. α-SMA posi-
tive Zellen treten vermehrt in Alveolarsepten um kleine Arterien auf. Diese α-SMA posi-
tive Markierung reicht weiter als 70 µm vom ursprünglichen Gefäß in das umliegenden
Lungengwebe (durchgezogene Pfeile).
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3.1.3 Markierung von α-SMA in Arterien der murinen Lunge bei einer akuten

allergischen Atemwegsentzündung

Im Rahmen einer allergischen Atemwegsentzündung zeigen erst kleine Arterien eine

Veränderung in der Markierung für α-SMA. α-SMA positive Zellen reichen weiter nach

distal an den Arterien entlang als bei den Kontrolltieren, sodass kleinere Gefäßabschnit-

te ebenfalls α-SMA positive Zellen besitzen (Abb. 23). Dies hat zur Folge, dass α-SMA

positive Zellen in Gefäßen dicht unter der Pleura auftauchen (Pfeile in Abb. 23 b). Wie

auch unter hypoxischen Bedingungen, zeigt sich ein kontunierliches Fortschreiten der

α-SMA positiven Zellen nach distal ohne Lücken zwischen einzelnen Gefäßabschnitten.

Abbildung 23: α-SMA positive Zellen in distalen Abschnitten von Arterien. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Bei den Kontrolltieren ist die Markie-
rung von α-SMA auf größere Arterien beschränkt (Pfeile). In subpleuralen Bereichen zei-
gen sich kaum α-SMA positive Zellen. b: Im Rahmen einer akuten allergischen Atem-
wegsentzündung zeigt sich eine deutliche Vermehrung der α-SMA positiven Zellen in der
Wand kleinerer Arterien unter der Pleura (Pfeile).
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Wie auch bei normobarer Hypoxie mit 10 % O2 lassen sich bei einer allergischen Atem-

wegsentzündung im Hilusbereich keine sichtbaren Veränderungen der Markierung von

α-SMA an Arterien nachweisen. Wie in den Kontrolltieren weisen die Arterien in den mit

HDME stimulierten Tieren eine deutliche α-SMA positive Markierung auf. Die α-SMA posi-

tiven Zellen liegen dicht nebeneinander und sind nicht deutlich voneinander abgrenzbar.

Eine Veränderung der α-SMA Markierung ist nicht erkennbar (Abb. 24).

Abbildung 24: Hilusarterien bei akuter allergischer Atemwegsentzündung. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Hilusarterie einer Maus der Kontroll-
gruppe. Das Rechteck markiert den Bereich, der in Abb. b gezeigt wird. b: Ausschnitt aus
einer Hilusarterie. c: Hilusarterie einer Maus mit akuter allergischer Atemwegsentzün-
dung. Es zeigen sich keine sichtbaren Veränderungen der Markierung von α-SMA. Das
Rechteck markiert den Bereich, der in Abb. d gezeigt wird. d: Der Ausschnitt aus Abb.
d zeigt ebenfalls keine wesentlichen Veränderungen der Markierung der α-SMA positiven
Zellen im Vergleich zu Abb. b.
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Neben einer Ausdehnung der Markierung von α-SMA in distale Gefäßabschnitte zeigen

die α-SMA positiven Zellen teilweise eine Veränderung in ihrer Morphologie. Sie liegen

dichter nebeneinander (Abb. 25 b) und weisen eine längliche Konfiguration auf (Pfeil in

Abb. 25 d). An diesen Arterien mit länglichen α-SMA positiven Zellen befinden sich auch

Ansammlungen von CD90.2 positiven Zellen (Abb. 26).

Veränderungen mit in das Parenchym reichenden Zellausläufern wie unter hypoxischen

Bedingungen können allerdings nicht beobachtet werden.

Abbildung 25: Veränderungen der α-SMA positiven Zellen in kleinen Arterien. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Die intraacinäre Arterie in einem Kon-
trolltier zeigt die erwartete Morphologie im Bereich des Gefäßabschnittes mit weniger
Muskulatur. b: Die intraacinäre Arterie eines Tieres mit akuter allergischer Atemwegs-
entzündung zeigt eine höhere Dichte an α-SMA positiven Zellen. c: Kleine Arterie mit
typischer Morphologie der α-SMA positiven Zellen. d: Nach Stimulation mit HDM weisen
die α-SMA positiven Zellen eine länglichere Konfiguration auf (Pfeil).
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Abbildung 26: Ansammlung CD90.2 positiver Zellen im Bereich der Arterien mit
länglichen α-SMA positiven Zellen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA
(rot) und CD90.2 (grün). An den Arterien, die im Rahmen einer allergischen Atemwegs-
entzündung α-SMA positive Zellen mit länglicher Konfiguration aufweisen, lassen sich
Ansammlungen von CD90.2 positiven Zellen finden (Abb. a und b). Im Vergleich dazu in
der PBS-Kontrolle normale Konfiguration der α-SMA positiven Zellen einer vergleichbar
großen Arterie und nur wenige CD90.2 positive Zellen entlang des Gefäßes (Abb. c und
d).
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3.2 Markierung von α-SMA in Venen der murinen Lunge unter

normoxischen Bedingungen, bei normobarer Hypoxie mit

10 % O2 und bei einer akuten allergischen Atemwegsentzün-

dung

3.2.1 Markierung von α-SMA in Venen der murinen Lunge unter normoxischen

Bedingungen

In der murinen Lunge verlaufen Venen getrennt von Arterien und Atemwegen in den

Septen zwischen den einzelnen Lungenabschnitten. Sie sind durch ihre typische Anord-

nung von α-SMA positiven Zellen von anderen Gefäßen zu unterscheiden [73, 99]. Ge-

nerell gilt, dass mit absteigender Größe der Vene auch die Muskulatur abnimmt, die die

Gefäßwand umgibt.

Hilusvenen zeigen im Vergleich zu den Hilusarterien nur wenige glatte Muskelzellen. Im

Vergleich zu den intrapulmonalen Venen jedoch besitzen sie einen relativ dichten Man-

tel α-SMA positiver Zellen, der sich in verschieden großen Bündeln um das Gefäß legt

(Abb. 27 a). Die Zellkerne sind teilweise als Aussparungen der α-SMA Markierung zu

erkennen (Pfeile in Abb. 27 b und d).

Der Aufbau der Muskulatur verändert sich stark mit Abnahme der Venengröße. Kleinere

Venen weisen ein Netzwerk α-SMA positiver Zellen auf, die die Vene mit langen Zell-

ausläufern umgeben (Abb. 27 c und d). Die Zellkerne der einzelnen Zellen sind durch

Lücken in der Markierung des α-SMA erkennbar. An Abzweigungen von Gefäßen nimmt

die Dichte der α-SMA positiven Zellen lokal zu, sodass in diesen Bereichen wieder dichte

Bündel von glatter Muskulatur das Gefäß umgeben (Abb. 27 e und f).

Kleinste Venen (Abb. 27 g) besitzen nur noch wenig α-SMA positive Zellen, die in großem

Abstand zueinander angeordnet sind. Die Zellausläufer, die sich um die Venen legen,

erscheinen dünner. Einzelne Zellen oder Zellkerne sind nicht mehr sicher abzugrenzen

(Abb. 27 h).
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Abbildung 27: Venen in der murinen Lunge unter normoxischen Bedingungen.
Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Dicht gepackte α-SMA positive
Zellen der großen Hilusvenen. Die Pfeile zeigen auf autofluoreszente Kardiomyozyten.
Das Rechteck zeigt den Bildausschnitt, der in Abb. b dargestellt ist. b: Die Pfeile mar-
kieren Aussparungen des α-SMA im Bereich des Zellkerns. c: Mittelgroße Venen zeigen
ein Netzwerk aus α-SMA positiven Zellen. Das Rechteck zeigt den Bildausschnitt, der in
Abb. d dargestellt ist. d: α-SMA positive Zelle in der Wand einer mittelgroßen Vene. Die
Pfeile markieren Aussparungen des α-SMA im Bereich des Zellkerns. e: An Abzweigun-
gen neuer Venenäste sind mehrere Lagen α-SMA positive Zellen zu erkennen, die sich
um die abzweigende Vene legen. Das Rechteck zeigt den Bildausschnitt, der in Abb. f
dargestellt ist. f: Im Bereich von Gefäßabzweigungen sind die α-SMA positiven Zellen
dicker und liegen dichter zusammen. g: Kleine Venen weisen deutlich weniger α-SMA
positive Zellen in ihrer Wand auf. h: α-SMA positive Zellen einer kleinen Vene. Die Linien
geben die mutmaßlichen Gefäßgrenzen an.
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3.2.2 Markierung von α-SMA in Venen der murinen Lunge bei normobarer

Hypoxie mit 10 % O2

Im Hilusbereich zeigen sich nur leichte Veränderungen der Venen unter hypoxischen

Bedingungen. Die α-SMA positiven Zellen liegen sowohl unter normoxischen und hyp-

oxischen Bedingungen dicht zusammen (Abb. 28). Einzelne Zellen sind gut abgrenzbar

(Pfeile in Abb. 28 b und d).

Abbildung 28: Hilusvenen unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2. Immunhisto-
chemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a und b: Hilusvenen unter normoxischen Bedin-
gungen. b und d: Keine wesentlichen Veränderungen der α-SMA positiven Zellen unter
normobarer Hypoxie mit 10 % O2. Einzelne Zellen sind durch Pfeile markiert.

Bei normobarer Hypoxie mit 10 % O2 lassen sich die ersten Veränderungen an mittel-

großen Venenabschnitten erkennen: Die Zellleiber (durchgezogene Pfeile in Abb. 29) und

auch ihre Ausläufer (gestrichelte Pfeile in Abb. 29) erscheinen in geringem Maße verbrei-

tert. Die mutmaßlichen Zellkerne sind teilweise als Aussparungen der Markierung von

α-SMA sichtbar. Es bestehen auch unter hypoxischen Bedingungen deutliche Lücken zwi-

schen den α-SMA positiven Zellen. Dies trägt dazu bei, dass die auftretenden Verände-

rungen der Kontur des glatten Muskelaktins gut charakterisiert werden können: Während

sich unter normoxischen Bedingungen die Markierung des α-SMA innerhalb der Zelle un-

regelmäßig darstellt, findet sich nach 7 Tagen Hypoxie eher eine glatte Abgrenzung der

α-SMA positiven Zellen (Abb. 29 b bzw. d). Im weiteren Verlauf wird die Kontur der α-

SMA Markierung wieder unregelmäßig (Abb. 29 f), erscheint aber nach 21 Tagen unter

normobarer Hypoxie wieder glatt (Abb. 29 h).
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Abbildung 29: Mittelgroße Venen unter hypoxischen Bedingungen. Immunhis-
tochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Die Zellleiber der α-SMA positiven Zellen
sind mit durchgezogenen Pfeilen, ihre Zellausläufer mit gestrichelten Pfeilen markiert.
Die Rechtecke markieren jeweils die Bereiche, die auf der rechten Seite vergrößert
dargestellt werden. a und b: Wenige Zellen mit dünnen Ausläufern umschließen die
Vene. Die Kontur der Markierung mit α-SMA ist unregelmäßig. c und d: Keine Zunahme
der Zellzahl, jedoch geringe Zunahme der Zellgröße und der Zellausläuferbreite. Die
Zellkontur ist glatt. e und f: Weiterhin leichte Zunahme der Zellgröße und der Breite der
Zellausläufer. Die Kontur der α-SMA Markierung stellt sich unregelmäßig dar. g und h:
Keine weitere sichtbare Größenzunahme der Zellen. Die Kontur der α-SMA Markierung
ist wieder glatt.
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Mit weiterer Abnahme der Venengröße werden die Veränderungen an der Gefäßmusku-

latur noch deutlicher. Während unter normoxischen Bedingungen nur wenige Zellen

α-SMA positiv sind, nimmt ihre Anzahl bei normobarer Hypoxie mit 10 % O2 stetig zu

(Abb. 30).

Abbildung 30: Kleine Venen unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2. Immunhis-
tochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Wenig α-SMA positiven Zellen an kleinen
Venen unter normoxischen Bedingungen. b: Geringfügige Vermehrung der α-SMA posi-
tiven Zellen nach 7 Tagen Hypoxie. c: Deutliche Vermehrung von α-SMA positiven Zel-
len im Bereich kleiner Venen nach 14 Tagen unter hypoxischen Bedingungen. Die Pfeile
markieren neu muskularisierte Gefäßabzweigungen. d: Dichtes Netzwerk von α-SMA po-
sitiven Zellen umgibt die Vene nach 21 Tagen Hypoxie. e: Kleine Gefäßabzweigungen mit
langstreckig sichtbaren α-SMA positiven Zellen (Pfeile) nach 21 Tagen unter hypoxischen
Bedingungen.
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Nach 14 Tagen lässt sich eine sichtbare Vermehrung der α-SMA positiven Zellen nach-

weisen. Der Zellkern ist bei normobarer Hypoxie mit 10 % O2 abgrenzbar (durchgezo-

gene Pfeile in Abb. 31 b, c und d). Anders als bei den größeren Venen kommt es im Ver-

lauf nicht zu einer Glättung der Zellkontur (Abb. 31 b, c und d). Besonders nach 21 Tagen

Hypoxie stellt sich die Markierung nicht nur breiter dar, sie bildet auch sekundäre Aus-

läufer, sodass die Zellkontur unregelmäßig und sägezahnartig wirkt (gestrichelte Pfeile in

Abb. 31 d). Auffällig ist, dass auch die gesamte Gefäßkontur im Verlauf unregelmäßiger

wirkt. Ausläufer von α-SMA positiven Zellen wachsen in die Umgebung des Hauptge-

fäßes ein (Pfeile in Abb. 30 c). Mit Zunahme der Hypoxiedauer verstärkt sich dieses

Phänomen, sodass die Gefäßabzweigung in ihrem Verlauf sichtbar wird, da sie vermehrt

α-SMA positive Zellen aufweist (Pfeile in Abb. 30 e).
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Abbildung 31: α-SMA positive Zellen in kleinen Venen unter normobarer Hyp-
oxie mit 10 % O2. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Die Zellleiber der
α-SMA positiven Zellen sind mit durchgezogenen Pfeilen markiert. a: Geringgradige Ex-
pression von α-SMA in einer kleinen Vene. b: Zunahme der Expression von α-SMA an
kleinen Venen mit unregelmäßiger Zellkontur gestrichelte Pfeile) nach 7 Tagen Hypoxie.
c: Weitere Zunahme des α-SMA in der Venenwand bei weiterhin unregelmäßiger Zellkon-
tur (gestrichelte Pfeile) nach 14 Tagen unter hypoxischen Bedingungen. d: Sägezahnar-
tige Kontur der Zelle (gestrichelte Pfeile) bei verstärkter Expression von α-SMA in kleinen
Venen nach 21 Tagen bei 10 %iger normobarer Hypoxie.

Ein weiteres Phänomen durch die kontinuierlich von proximal nach distal fortschreitende

Muskularisierung der Venen ist die Tatsache, dass nach 21 Tagen unter hypoxischen Be-

dingungen Venen gleichen Kalibers mit unterschiedlich vielen α-SMA positiven Zellen

auftreten (Abb. 32 b und c). Die Menge an α-SMA positiven Zellen in den Venen mit

wenig Muskularisierung unter Hypoxie ähnelt dabei der Muskularisierungsmenge unter

normoxischen Bedingungen (Abb. 32 a und b). Diese Venen liegen oft weiter peripher im

Lungengewebe oder zweigen direkt von größeren Venen ab.
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Abbildung 32: Unterschiedlich viele α-SMA positive Zellen in kleinen Venen glei-
chen Kalibers nach 21 Tagen unter hypoxischen Bedingungen. Immunhisto-
chemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Vene unter normoxischen Bedingungen mit
geringer Expression von α-SMA. b: Vene nach 21 Tagen unter hypoxischen Bedingungen
mit vergleichbar großem Kaliber und ähnlich starker α-SMA-Expression in der Wand. c:
Kalibergleiche Vene nach 21 Tagen Hypoxie mit dichtem Netzwerk aus glattem Muskel-
aktin in der Gefäßwand.

Zusammenfassend lässt sich eine deutliche Zunahme von α-SMA positiven Zellen an Ve-

nen feststellen. Dabei werden ähnlich wie bei den Arterien kontinuierlich von proximal

nach distal mehr Zellen α-SMA positiv, sodass kleinere Gefäßabschnitte mehr Musku-

larisierung zeigen und vorher nicht muskularisierte Gefäßabzweigungen unter Hypoxie

α-SMA positive Zellen aufweisen (Abb. 33).

Abbildung 33: Schematische Darstellung der Zunahme der α-SMA positiven Zel-
len einer Vene unter hypoxischen Bedingungen.
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3.2.3 Markierung von α-SMA in Venen der murinen Lunge bei einer akuten

allergischen Atemwegsentzündung

Wie im Bereich des arteriellen Gefäßsystems lassen sich bei den Hilusvenen keine sicht-

baren Veränderungen der Markierung des α-SMA nachweisen. Die α-SMA poitiven Zellen

liegen in Bündeln nebeneinander und lassen sich gut voneinander abgrenzen. Eine Ver-

änderung der α-SMA Markierung ist auch in einer stärkeren Vergrößerung nicht erkenn-

bar (Abb. 34).

Abbildung 34: Hilusvenen bei akuter allergischer Atemwegsentzündung. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Die Rechtecke markieren jeweils den
Bereich, der rechts vergrößert gezeigt wird. a: Hilusvene einer Maus der Kontrollgruppe.
b: Ausschnitt aus einer Hilusvene. c: Hilusvene einer Maus mit akuter allergischer
Atemwegsentzündung. Es zeigen sich keine sichtbaren Veränderungen der α-SMA po-
sitiven Zellen. d: Der Ausschnitt aus Abb. d zeigt ebenfalls keine Veränderungen der
α-SMA positiven Zellen.
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Ähnlich wie bei den Arterien zeigen sich die ersten Veränderungen an mittelgroßen Ve-

nen. In etwa der Hälfte der Venen fallen lang gezogene α-SMA positive Zellen auf (Pfeile

in Abb. 35). Diese langen α-SMA positiven Zellen treten vor allem auf den PCLS auf,

die Teile des Hilus enthalten, also eher zentrale Lungenabschnitte abbilden. Anders als

bei den Arterien zeigen schon größere Venen eine deutliche Veränderung ihrer α-SMA

Markierung (Abb. 35 b und c). Genau wie an kleineren Venen kann man eine deutliche

Längenzunahme der α-SMA positiven Zellen beobachten, die sich zudem in Richtung des

Gefäßverlaufs anordnen (Abb. 35 e und f). In diesen Gefäßabschnitten mit sehr länglich

konfigurierten α-SMA positiven Zellen treten auch vermehrt Lymphozyten an den Lymph-

gefäßen auf (Abb. 36).

Abbildung 35: Veränderungen der α-SMA positiven Zellen in kleinen Venen. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Die Pfeile markieren die langen α-SMA
positiven Zellen. a: Die mittelgroße Vene eines Kontrolltiers zeigt die typische Morpholo-
gie der α-SMA positiven Zellen. b und c: Bei einer akuten allergischen Atemwegsentzün-
dung verändert sich die Morphologie der α-SMA positiven Zellen. Sie werden sehr lang
und liegen dicht nebeneinander innerhalb der Gefäßwand in Richtung des Gefäßverlaufs.
d: Die kleine Vene eines Kontrolltiers zeigt die typische Morphologie der α-SMA positiven
Zellen. e und f: Ähnliche Veränderungen an Venen kleineren Kalibers. Auch hier werden
die α-SMA positiven Zellen länger und sind entlang des Gefäßsverlaufs angeordnet.
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Abbildung 36: Ansammlung CD90.2 positiver Zellen im Bereich der Venen mit
länglichen α-SMA positiven Zellen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA
(rot) und CD90.2 (grün). An den Venen, wo die α-SMA positiven Zellen eine längliche Kon-
figuration einnehmen, lassen sich an den begleitenden Lymphgefäßen Ansammlungen
von CD90.2 positiven Zellen finden.

Weiter distal im Gefäßbaum im Bereich kleiner Venen fällt auf, dass die α-SMA positiven

Zellen der Venen wieder kürzer werden und eher die Form der α-SMA positiven Zellen auf-

weisen, wie sie unter normalen Bedingungen auftreten. Außerdem zeigen einige Venen

ähnlich wie unter Hypoxie kleine α-SMA positive Zellausläufer (Pfeile in Abb. 37).

Abbildung 37: Sehr kleine Venen bei allergischer Atemwegsentzündung. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Kleine, weit distal im Gefäßbaum
liegende Venen weisen bei akuter allergischer Atemwegsentzündung wieder kürzere α-
SMA positive Zellen auf. b: Einige kleine Venen besitzen α-SMA positve Zellausläufer
(Pfeile).
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3.3 Entwicklung und Etablierung einer Quantifizierungsmethode

für Lymphgefäße in der murinen Lunge

3.3.1 Definition eines Zählereignisses

Im Falle des Lymphgefäßsystems wurden Lymphgefäß-Knotenpunkte als Zählereignisse

gewertet, wenn sie sich innerhalb des counting frames befanden und keine der roten

Ausschluss-Linien schnitten oder berührten, wenn der kleinste Winkel zwischen den Ab-

zweigungen der einzelnen Lymphgefäße im Fokus lag.

Abbildung 38: Darstellung von Lymphgefäßen und countig frame während der
Quantifizierung. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen CD90.2. Zahlereignisse
sind mit einem Pfeil markiert. a: Ansicht eines größeren Lymphgefäßes im Verhältnis
zum counting frame bei der Quantifizierung. b: Kleineres Lymphgefäß im Verhältnis zum
counting frame während der Quantifizierung.

3.3.2 Auswahl des counting frames

Das counting frame kann in unterschiedlichen Größen auf dem Auswertungsbildschirm

angezeigt werden. Da die Quantifizierung der Lymphgefäßknotenpunkte mindestens im

10x-Objektiv erfolgen musste, da sonst kleine Lymphgefäßknotenpunkte übersehen wer-

den könnten, sollte gewährleistet sein, dass auch sehr große Knotenpunkte, wie sie im

Hilusbereich vorkommen, erkannt werden. Dafür musste eine ausreichende counting

frame Größe gewählt werden. Abbildung 39 zeigt, dass nur ab einer angemessenen

Anzeigegröße des counting frames eine Quantifizierung der großen Gefäßknotenpunkte

möglich ist. Aus diesem Grund wurde die Größe des counting frames mit 20 % der Bild-

schirmgröße gewählt.
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Abbildung 39: Größe des auf dem Bildschirm angezeigten counting frames. a:
Angemessen große Anzeige des counting frames im Verhältnis zur gesamten Bildschirm-
größe. Auch große Lymphgefäßknotenpunkte werden so berücksichtigt. b: Counting
frame im Verhältnis zur Gesamtbildschirmgröße zu klein gewählt. Die schwarze Umran-
dung der Grafiken gibt die Bildschirmgrenzen an.

3.3.3 Auswahl der area sampling fraction für die Quantifizierung von Lymph-

gefäßen

Es war zu erwarten, dass je nach Versuchsgruppe unterschiedlich viele Zählereignisse

pro Lunge auftreten. Um immer mindestens 100 Zählereignisse zu erreichen, damit

der methodische Fehler unter 10 % bleibt, sind in einer Testreihe verschiedene PCLS

eines Tieres jeder Versuchsgruppe ausgewertet worden. Anhand dieser ersten Messung

wurde für jede Versuchsgruppe der prozentuale Anteil von quantifizierter Gewebefläche

zu nicht-quantifizierter Gewebefläche festgelegt. Die area sampling fraction variiert also

zwischen den einzelnen Gruppen, aber nicht innerhalb einer Versuchsgruppe. In der

Testreihe haben sich die in Tabelle 10 aufgeführten Verhältnisse ergeben.

Gruppe area sampling fraction
als Anteil der

ausgezählten Fläche
C57Bl/6

Stammunterschiede
7 %

BALB/c
Stammunterschiede

10 %

Normoxie Kontrolle 10 %
7 Tage Hypoxie 3 %

14 Tage Hypoxie 3 %
21 Tage Hypoxie 3 %

HDM in PBS 20 %
PBS Kontrolle 20 %

Tabelle 10: Area sampling fraction der einzelnen Gruppen.

3.3.4 Etablierung und Auswahl der height sampling fraction (hsf)

Wie in Abschnitt 2.4.2 dargelegt musste für die Quantifizierung der murinen Lymphge-

fäße zunächst die geeignete height sampling fraction festgelegt werden.
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In einer Testreihe sind deshalb verschiedene PCLS verschiedener Tiere mit einer niedri-

gen area sampling fraction randomisiert untersucht worden. Dabei wurden neben den

Zählereignissen auch deren Lage in der z-Achse erfasst und die gesamte PCLS-Höhe in

dem Bereich, wo das Zählereignis auftrat. Der prozentuale Anteil der Zählereignisse in

einer bestimmten Höhe ist gegen ihre Lage innerhalb des PCLS in Abbildung 40 aufge-

tragen. In dieser Auswertung zeigt sich, dass zwischen 10 und 30 µm Höhe 50 % der

Zählereignisse auftreten. Die geringe Anzahl an Zählereignissen innerhalb der ersten

10 µm ist dadurch zu erklären, dass hier unterschiedlich viele Lymphgefäßknotenpunkte

durch den Schneideprozess verloren gehen bzw. aufgrund abgetrennter Gefäßsegmen-

te nicht als solche erkannt werden. In einer Höhe ab 50-60 µm kommt neben diesem

Effekt zusätzlich zum Tragen, dass in einigen Fällen schon gar kein Lungengwebe mehr

vorhanden ist, da einige PCLS-Bereiche maximal eine Ausdehnung von 40 µm auf der z-

Achse aufweisen. Diese Feststellung, dass in manchen Bereichen nach 40 µm Höhe kein

Lungengewebe mehr vorhanden ist, bestimmt die endgültige Höhe der height sampling

fraction. Dies ist notwendig, damit beim randomisierten Zählen keine Bereiche berück-

sichtigt werden müssten, in denen kein Lungengewebe mehr vorhanden ist.

Mit Hilfe der Testreihe konnte eine height sampling fraction mit einer Höhe von 20 µm im

Bereich zwischen 10 µm und 30 µm ermittelt werden.

Abbildung 40: Prozentuale Verteilung der Zählereignisse innerhalb der PCLS.
Das Diagramm zeigt, wieviel Prozent der gezählten Knotenpunkte bis zu einer bestimm-
ten Höhe des PCLS gefunden wurden. Aus der Grafik ist ersichtlich, dass in einer Höhe
von 10-30 µm 50 % der Zählereignisse auftraten. Unter 10 µm ist der Anteil an Zäh-
lereignissen gering, da durch durch das Schneiden der PCLS in diesem Bereich viele
Knotenpunkte verloren gehen oder nicht als solche erkannt werden. Über 50 µm Dicke
nimmt die Anzahl an Zählereignissen ebenfalls stark ab, da hier durch die Schrumpfung
bedingt in vielen Fällen kein Lungengewebe mehr vorhanden war.
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3.4 Aufbau und Anzahl von Lymphgefäßen in der murinen Lunge

unter normoxischen Bedingungen, bei normobarer Hypoxie

mit 10 % O2 und bei einer akuten allergischen Atemwegsent-

zündung

3.4.1 Lymphgefäße in der murinen Lunge unter normoxischen Bedingungen

Durch die Etablierung von anti-CD90.2 / Thy-1 (thymus cell antigen 1) als Marker für

die Darstellung von Lymphgefäßen konnte die Lokalisation von Lymphgefäßen in der

murinen Lunge bereits beschrieben werden: Intrapulmonale Lymphgefäße zeigen sich

als nicht muskularisierte Gefäße mit teilweise klappenähnlichen Strukturen, dünnen Ge-

fäßwänden aus einschichtigem Endothel und kollagenfaserigen Verbindungen zum um-

liegenden Gewebe. Sie verlaufen mit Venen und Atemwegen und umschlingen diese

teilweise als Netzwerke. An intraacinären Arterien konnten keine Lymphgefäße gefun-

den werden, ebenso wenig ein Lymphgefäßsystem an der viszeralen Pleura [73, 72].

Darüber hinaus markiert CD90.2 / Thy-1 neben Lymphgefäßen auch T-Zellen [74].

Die folgenden Daten zu Lymphgefäßen bei normoxischen Bedingungen repräsentieren

die Kontrolltiere und sind wichtig zum Verständnis der Veränderungen des Lymphge-

fäßnetzwerks unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2 und im Rahmen einer akuten Atem-

wegsentzündung.

Ein PCLS im Bereich des Lungenhilus bietet bereits eine gute Übersicht darüber, wie

Lymphgefäße unter normoxischen Bedingungen in der murinen Lunge verteilt sind (Abb.

41). Er zeigt neben Anschnitten des Hauptbronchus (HB) mit abgehenden Atemwegen

sowie Anschnitten des Gefäßbaums eine Übersicht über die nachbarschaftlichen Verhält-

nisse von Lymphgefäßen zu diesen Strukturen.
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Abbildung 41: Übersicht über einen PCLS. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen
α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). Der PCLS zeigt einen Hauptbronchus (HB) und Anschnitte
des Gefäßbaums. Beispielhaft ist eine Vene mit einem durchgezogenen Pfeil markiert,
eine Arterie mit einem gestrichelten Pfeil und ein Lymphgefäß mit einer Pfeilspitze.
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Fast jede Vene der murinen Lunge wird von mindestens einem Lymphgefäß begleitet,

sodass die überwiegende Anzahl an Lymphgefäßen an Venen zu finden ist (Abb. 42 a

und b). Im Bindegewebe zwischen Atemwegen und Arterien verläuft ebenfalls ein meist

einzelnes Lymphgefäß (Abb. 42 c und d). An intraacinären Arterien lassen sich unter

normoxischen Bedingungen keine Lymphgefäße finden (Abb. 42 e).

Abbildung 42: Lokalisation von Lymphgefäßen in der murinen Lunge. Immunhisto-
chemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a und b: Lymphgefäße
verlaufen in der murinen Lunge vor allem mit Venen (V). c und d: Lymphgefäße ver-
laufen auch im Bindegwebe zwischen Arterien (A) und Atemwegen (Aw). e: Intraacinäre
Arterien (iA) werden nicht von Lymphgefäßen begleitet.
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Betrachtet man die einzelnen Abschnitte des pulmonalen Lymphgefäßsystems genauer,

so fällt auf, dass große Lymphgefäße vor allem im Bindegewebe zwischen Atemwegen

und Arterien große Kaliberschwankungen zeigen (Abb. 43 a und b). Diese stark unter-

schiedlich geformten Aussackungen können Durchmesser von über 100 µm annehmen.

Auffällig ist, dass die Auftreibungen fast ausschließlich an Knotenpunkten auftreten, an

denen sich mehrere Lymphgefäße großen Kalibers vereinen. An den Zuflüssen zu diesen

Auftreibungen befinden sich in fast allen Fällen Klappen (gestrichelte Pfeile in Abb. 43 b).

Außerdem befinden sich an Lymphgefäßen zwischen Arterien und Atemwegen häufig

unterschiedlich große Ansammlungen an Lymphozyten (Pfeilspitze in Abb. 43 b). Auch

innerhalb der Lymphgefäße lassen sich einige wenige Lymphozyten abgrenzen (Pfeile in

Abb. 43 c). Die Lymphgefäße selbst weisen insgesamt eine homogene Markierung mit

CD90.2 auf (Abb. 43 c).

An hilusnahem Lymphgefäßen finden im Bereich von Knotenpunkten α-SMA positive Zel-

len, welche einen runden Zellkörper mit mittigem Zellkern besitzen und das Lymphge-

fäß mit langen Zellausläufern umschließt (Abb. 43 f). In einigen Lymphgefäßen treten

mehrere dieser α-SMA positiven Zellen auf, die dann mit ihren Ausläufern eine Art Netz-

werk um das Lymphgefäß bilden und dieses so fast vollständig umschließen (Abb. 43 e).

Die glatten Muskelzellen sind aufgrund dieser charakteristischen Morphologie gut von

denen der Gefäße und Atemwege abzugrenzen und treten hauptsächlich in extrapul-

monalen Bereichen des Hilus auf, erkennbar an den autofloureszenten, runden Zellen,

die als Fettzellen identifiziert werden können und extrapulmonalem Fettgewebe im Be-

reich des Hilus entsprechen (gestrichelte Pfeile in Abb. 43 d und e). Intrapulmonal gibt es

nur wenige, auf die großen hilären Atemwege und Venen beschränkte Lymphgefäße, die

eine α-SMA positive Markierung aufweisen. Die Morphologie der intrapulmonal auftre-

tenden α-SMA positiven Zellen in Lymphgefäßen ist identisch zu denen in Lymphgefäßen

außerhalb der Lunge.
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Abbildung 43: Eigenschaften und Aufbau von hilusnahen Lymphgefäßen. Immun-
histochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a und b: Das Recht-
eck markiert den Bereich, der in b vergrößert dargestellt ist. Lymphgefäß mit großen
Kaliberschwankungen in Form von Aussackungen (durchgezogene Pfeile), an den zufüh-
renden Gefäßen sind Klappen sichtbar (gestrichelte Pfeile). Ansammlung von Lympho-
zyten (Pfeilspitzen). c: Homogene CD90.2 Markierung in einem hilusnahen Lymphge-
fäß mit Lymphozyten (Pfeile). d: Extrapulmonales Lymphgefäß (durchgezogener Pfeil).
Die extrapulmonale Lage ist erkennbar an den umliegenden rundlichen Zellen mit roter
Autofloureszenz. Diese entsprechen Fettzellen (gestrichelte Pfeile). e: Extrapulmonales
Lymphgefäß mit α-SMA positiven Zellen, die das Lymphgefäß wie ein Netzwerk umgeben
(Pfeile). Die extrapulmonale Lage ist an den autofloureszenten Fettzellen zu erkennen
(gestrichelte Pfeile) f: Rundliche, α-SMA positive Zelle mit langen Ausläufern, die das
Lymphgefäß umgeben. Der Kern ist als Aussparung des glatten Muskelaktins erkennbar
(durchgezogener Pfeil). Die Zellarme (gestrichelte Pfeile) umgreifen das Lymphgefäß.

An Venen bilden Lymphgefäße je nach Größe des Blutgefäßes mehr oder weniger kom-

plex verzweigte Netzwerke um das Gefäß. An noch relativ großen Venen befinden sich

entsprechend größere Lymphgefäße als an kleinen Venen.

Meist liegt ein Haupt-Lymphgefäß in Blutflussrichtung der Vene an. Bei großen Venen

lassen sich gelegentlich auch zwei Haupt-Lymphgefäße finden, die die Vene begleiten.
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Die Haupt-Lymphgefäße verzweigen sich, bilden so ein Netzwerk um die Vene und um-

schließen diese (Abb. 44 a). Kleine Venen besitzen meist nur ein Lymphgefäß mit gar

keinen oder nur kurzen Abzweigungen, die das Gefäß oft nicht vollständig umfassen

(Abb. 44 b). Auch der Durchmesser der Lymphgefäße nimmt wie der Verzweigungsgrad

stetig ab.

Initiale Lymphgefäße sind rund oder leicht angespitzt und die Feinstruktur stellt sich ho-

mogen dar in der CD90.2 immunhistochemischen Färbung (Abb. 44 d und e). Es beginnt

stets ein Stück weiter distal an der Vene als α-SMA positiven Zellen am Gefäß vorhanden

sind. Wie auch in den großen Lymphgefäßen können einige Lymphozyten in Lymphge-

fäßen und ihrer Umgebung gefunden werden (Pfeile in Abb. 44 f).

Abbildung 44: Eigenschaften und Aufbau von intrapulmonalen Lymphgefäßen
und Lymphgefäßkapillaren. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot)
und CD90.2 (grün). a: Vene mit einem Gefäßkaliber von etwa 100-200 µm mit benach-
bartem Lymphgefäß. b: Vene mit einem Durchmesser von unter 100 µm mit Lymphge-
fäß. An Gefäßabschnitten mit noch geringerem Durchmesser ist keine Verzweigung des
begleitenden Lymphgefäßes zu erkennen (Pfeile). c: Feinstruktur eines kleinen Lymphge-
fäßes. d: Initiales Lymphgefäß in einem Gefäßbereich, wo keine α-SMA positiven Zellen
mehr vorhanden sind. Das Rechteck markiert den Bereich, der in e vergrößert dargestellt
ist. e: Initiale Lymphgefäße reichen nach distal über die α-SMA positiven Zellen hinaus
(Pfeil). Der Strich gibt den vermuteten Gefäßdurchmesser und das Ende der α-SMA po-
sitiven Zellen am Gefäß an. f: Kleines Lymphgefäß mit Lymphozyten (Pfeile) um und im
Gefäß.
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Neben der Beziehung zu anderen pulmonalen Strukturen wie Blutgefäßen und Atemwe-

gen zeigen Lymphgefäße eine charakteristische Verteilung innerhalb der Lunge. Wie

bereits beschrieben, gibt es in der murinen Lunge kein pleurales Lymphgefäßsystem [73,

72]. Die pulmonalen Lymphgefäße reichen bis fast unter die Pleura, es bleibt allerdings

ein schmaler subpleuraler Raum, der frei von Lymphgefäßen ist (Abb. 45 e). Bezüglich

des restlichen Lungengewebes gibt es stammspezifische Unterschiede in der Verteilung

der Lymphgefäße und im Aufbau der Lymphgefäßnetzwerke. Vergleicht man Mäuse der

Stämme C57BL/6 und BALB/c hinsichtlich der Verteilung der intrapulmonalen Lymphge-

fäße, so zeigt sich, dass C57BL/6 Mäuse eher kleinere Lymphgefäße besitzen, die auch

in hilusfernen Lungenabschnitten verzweigt sind (Pfeile in Abb. 45 a und b), sodass die

Verteilung der Lymphgefäße über die gesamte Lunge eher zugunsten von peripheren

Lungenabschnitten ausfällt. Mäuse der Stammes BALB/c hingegen besitzen eher größere

Lymphgefäße an größeren Venen, die dort teilweise verzweigt sind. Die Lymphgefäßdich-

te in BALB/c Tieren nimmt zum hilusfernen Lungengewebe hin eher ab (Abb. 45 c und d).

Besonders subpleural lassen sich bei diesem Mausstamm nur wenige und sehr kleine,

gering verzweigte Lymphgefäße finden.
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Abbildung 45: Stammspezifische Unterschiede in der Verteilung der Lymphge-
fäße der murinen Lunge. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen CD90.2. Die wei-
ßen Linien auf b, d und e markieren die Pleura. a und b: Übersicht und Detailabbildung
eines PCLS einer C57BL/6 Maus. Unter der Pleura sind kleine, verzweigte Lymphgefäße
vorhanden (Pfeile). c und d: Übersicht und Detailabbildung eines PCLS einer BALB/c
Maus. Lymphgefäße mit Verzweigungen (Pfeile) finden sich eher an den großen Gefäßen.
Unter der Pleura gibt es nur wenige verzweigte Lymphgefäße e: Stammunabhängig gibt
es direkt unter der Pleura nur wenige Lymphgefäße. Der rote Bogen markiert die Grenze
zu dem Teil der Lunge, wo vermehrt Lymphgefäße zu finden sind.
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Es lässt sich also feststellen, dass das einzelne Lymphgefäß in seiner Morphologie keine

stammspezifischen Unterschiede aufweist, es aber stammspezifische Unterschiede hin-

sichtlich der intrapulmonalen Verteilung und der Verzweigung von Lymphgefäßen in der

murinen Lunge gibt.

Auch die Quantifizierung der murinen pulmonalen Lymphgefäße hat gezeigt, dass sich

die Anzahl der Lymphgefäße zwischen den Stämmen C57BL/6 und BALB/c unterscheidet.

Schon eine kleine Versuchsgruppe mit jeweils 3 Tieren ergab, dass stammspezifische

quantitative Unterschiede vorliegen: In C57BL/6 Tieren treten tendentiell mehr Lymph-

gefäße auf als in BALB/c Tieren (Abb. 46). In Mäusen des Stammes C57BL/6 finden sich

in der linken Lunge im Mittel x̃ = 6356 [6008; 6412], CV = 3 %, CE = 10.8 % Lymphge-

fäße bei einer Versuchsgruppengröße von (n = 3) (in Klammer werden jeweils Minumum

und Maximum der gefundenen Anzahl an Lymphgefäßen in der linken Lunge eines Tieres

angegeben. Darauf folgen coefficient of variance (CV) und coefficient of error (CE)).

Mäuse des Stammes BALB/c hingegen haben weniger intrapulmonale Lymphgefäße, hier

liegt die Anzahl im Mittel bei x̃ = 4119 [3952; 4659], CV = 9 %, CE = 10.7 %, (n = 3).

Auffällig ist, dass die ermittelten Werte innerhalb eines Stammes interindividuell sehr

ähnlich sind. Wegen dieser geringen Schwankungen kann trotz der kleinen Versuchs-

gruppe schon eine Aussage darüber getroffen werden, dass stammspezifische Unter-

schiede bezüglich der Anzahl an Lymphgefäßen auftreten, dass aber innerhalb desselben

Mausstammes die Anzahl an Lymphgefäßen in der linken Lunge zwischen den einzelnen

Individuen kaum schwankt.

Neben der Anzahl an Lymphgefäßen ist auch das Alter der Versuchstiere bekannt. Zu-

dem wurden auch diese linken Lungen vor dem Schneiden der PCLS gewogen. Aus dem

Gewicht der Lungen (w) lässt sich, wie oben beschrieben, auf das Volumen schließen,

wobei die Dichte der Agarose näherungsweise der Dichte von Wasser entspricht. Das Al-

ter der C57BL/6 Mäuse bei Entnahme der Lungen betrug 9 Wochen, das Alter der BALB/c

Tiere 13, 14 und 15 Wochen. Das mittlere Gewicht der Lungen betrug bei den C57BL/6

w = 0,58 g [0,53 g; 0,57 g], CV = 10 %, (n = 3) und bei BALB/c Tieren w = 0,65 g

[0,60 g; 0,68 g], CV = 7 %, (n = 3). Aus diesen zusätzlichen Daten lässt sich schließen,

dass die unterschiedliche Anzahl an Lymphgefäßen in den beiden untersuchten Maus-

stämmen nicht vom Alter oder dem Lungenvolumen abhängt, denn die C57BL/6 Tiere mit

mehr Lymphgefäßen waren 4 bis 6 Wochen jünger und ihre Lungenvolumina im Durch-

schnitt sogar kleiner.
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Abbildung 46: Anzahl an Lymphgefäßen in der murinen Lunge und stammspezi-
fische Unterschiede in der Anzahl der Lymphgefäße. Jeder Datenpunkt repräsen-
tiert die Anzahl an Lymphgefäßen pro linker Lunge in einem Tier. Der Mittelwert ist als
roter Strich dargestellt. Gruppengröße n = 3. Auf eine statistische Auswertung wurde
bei zu kleinen Versuchsgruppen verzichtet.
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3.4.2 Lymphgefäße in der murinen Lunge bei normobarer Hypoxie mit

10 % O2

Werden Mäuse des Stammes C57BL/6 unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2 gehalten,

so zeigen sich vielfältige Änderungen bezüglich der Quantität und der Netzwerkqualität

von pulmonalen Lymphgefäßen.

Die Anzahl an Lymphgefäßen steigt bereits nach 7 Tagen im Mittel um ca. das Dreifache

von x̃ = 6634 [5540; 71529], CV = 10,5 %, CE = 10,5 %, (n = 6) unter normoxischen

Bedingungen auf x̃ = 19184 [16641; 31526], CV = 30 %, CE = 9,8 %, (n = 6) Lymphge-

fäßen pro linker Lunge. Hält man die Tiere für 14 Tage bei einem Sauerstoffgehalt von

10 % in der Atemluft, so wächst die Zahl an geschätzten Lymphgefäßen pro linker Lunge

weiter auf x̃ = 24098 [16709; 28710], CV = 18 %, CE = 9,6 %, (n = 6).

Nach insgesamt 21 Tagen unter normobarer 10 %-iger Hypoxie steigt die Anzahl an

Lymphgefäßen in der murinen linken Lunge weiter auf x̃ = 26409 [25001; 33162],

CV = 12,4 %, CE = 9,7 %, (n = 5), sodass nach 21 Tagen unter hypoxischen Bedin-

gungen ca. viermal mehr Lymphgefäße innerhalb einer linken Lunge gefunden werden

können als unter normoxischen Bedingungen, obwohl die Tiere gleich alt sind (Abb. 47).

Abbildung 47: Anzahl an Lymphgefäßen in der murinen linken Lunge unter
hypoxischen Bedingungen. Jeder Datenpunkt repräsentiert die geschätzte Anzahl
an Lymphgefäßen pro linker Lunge in einem Tier. Der Mittelwert ist als roter Strich
dargestellt. Normoxie und 7 bzw. 14 Tage normobare Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengrö-
ße n = 6. 21 Tage normobare Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengröße n = 5. Durchführung
des Kruskal-Wallis-Tests.
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Diese Zunahme der Lymphgefäße lässt sich bereits in der Übersicht auf zwei PCLS er-

kennen, die aus Mäusen stammen, die entweder unter normoxischen Bedingungen oder

21 Tage unter normobarerer Hypoxie mit 10 % O2 gehalten wurden (Abb. 48 a und d).

Weiterhin fällt auf, dass unter Normoxie vor allem zentral viele verzweigte Lymphgefäße

zu finden sind, während sich unter hypoxischen Bedingungen neben einer zentralen Zu-

nahme der Lymphgefäße auch in pleuranahen Lungenabschnitten ein deutlicher Anstieg

an Lymphgefäßen zeigt (Abb. 48 b und c).

Abbildung 48: Übersichten Normoxie und 21 Tage Hypoxie. a und b: Übersicht
und Vergrößerung der Lungenspitze eines PCLS aus der Gruppe der normoxischen Kon-
trolltiere. c und d: Vergrößerung der Lungenspitze und Übersicht eines PCLS aus einem
Tier, das 21 Tage unter hypoxischen Bedingungen gehalten wurde.

Betrachtet man dann die Veränderungen im Verlauf, so zeigt sich die CD90.2 Markierung

der Lymphgefäße nach 7 Tagen unter hypoxischen Bedingungen unregelmäßiger in ihrer

Kontur im Vergleich zu Lymphgefäßen unter normoxischen Bedingungen (Abb. 49 a und

b). Eine Zunahme der Lymphgefäße durch Bildung neuer Gefäße ist allerdings in der

Übersicht erst nach 14 bis 21 Tagen zu erkennen (Abb. 49 c und d).
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Abbildung 49: Veränderungen des Lymphgefäßnetzwerks im Verlauf der Hyp-
oxie in der Übersicht. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen CD90.2. a: Wenig
verzweigte Lymphgefäße unter normoxischen Bedingungen. b: Die Kontur der CD90.2
Markierung der Lymphgefäße ist nach 7 Tagen normobarer Hypoxie unregelmäßiger. c:
Zunahme der Lymphgefäße nach 14 Tagen normobarer Hypoxie d: Weitere Zunahme
der Anzahl von Lymphgefäßen nach 21 Tagen unter hypoxischen Bedingungen vor allem
unter der Pleura.
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Abbildung 50 zeigt, wie die Bildung neuer Lymphgefäße morphologisch abläuft: An klei-

nen und großen Lymphgefäßen bilden sich multiple Ausstülpungen des vorhandenen

Lymphgefäßes (Pfeile in Abb. 50 a und b). Zunächst zeigen sich kleine Ausziehungen der

CD90.2 Markierung, sodass die Kontur der Lymphgefäße unregelmäßig erscheint (Kreise

in Abb. 50 c). Diese Gefäßausziehungen vergrößern sich im Verlauf und können dann

unterschiedliche Morphologien aufweisen: Es entstehen Aussprossungen, bei denen sich

ein Knotenpunkt zwischen drei Lymphgefäßen bildet, die oft ein hakenförmiges Ausse-

hen haben (Abb. 50 d). Im Unterschied dazu gibt es auch Aussprossungen, bei denen

ein Knotenpunkt zwischen vier Lymphgefäßen entsteht (Abb. 50 e). Zudem lassen sich

Aussprossungen unterschiedlicher Länge darstellen (Pfeile in Abb. 50 f).

Abbildung 50: Bildung von Aussprossungen an Lymphgefäßen nach 7 Tagen
unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2. Immunhistochemie mit Antikörpern
gegen CD90.2. a: Bildung von Aussprossungen (Pfeile) an einem kleinen, pleurana-
hen Lymphgefäß nach 7 Tagen unter hypoxischen Bedingungen. b: Bildung von multi-
plen Aussprossungen (Pfeile) an großen Lymphgefäßen nach 7 Tagen unter hypoxischen
Bedingungen. c: Ausziehungen der Gefäßwand eines Lymphgefäßes (Kreise) als Zei-
chen einer beginnenden Aussprossung nach 7 Tagen bei normobarer Hypoxie. d und
e: Die Aussprossungen sind unterschiedlich konfiguriert. Abbildung d zeigt eine haken-
förmige Aussprossung an einem Lymphgefäß mit Bildung eines Knotenpunktes zwischen
drei Lymphgefäßen. Abbildung e zeigt eine H-förmige Aussprossung an einem Lymphge-
fäß mit Bildung eines Knotenpunktes zwischen vier Lymphgefäßen. f: Unterschiedlich
lange Aussprossungen (Pfeile).
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Die neu gebildeten Aussprossungen sind so klein, dass sie erst in einer 10-fachen Ver-

größerung sichtbar werden. Sie werden dennoch als neu gebildetes Lymphgefäß gezählt,

da sie mit dem bereits vorhandenen Lymphgefäß einen neuen Knotenpunkt bilden. Dies

erklärt, warum die Anzahl an Lymphgefäßen schon nach 7 Tagen sprunghaft steigt, in

den Übersichtsaufnahmen der PCLS aber keine drastische Zunahme der Lymphgefäße

zu erkennen ist.

Ab 14 Tagen unter hypoxischen Bedingungen wird deutlich, wie die Netzwerkbildung um

die Venen abläuft: Viele begleitende Lymphgefäße umschlingen die Vene fast vollständig

(Pfeil in Abb. 51 a) und bilden Brücken zwischen zwei Aussprossungen (Pfeil in Abb. 51 b).

Abbildung 51: Bildung von Brücken zwischen Lymphgefäßaussprossungen nach
14 Tagen unter hypoxischen Bedingungen. Immunhistochemie mit Antikörpern
gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a: Ein Lymphgefäß (Pfeil) umschließt die Vene fast
vollständig. b: Zwischen 2 Lymphgefäßaussprossungen bildet sich eine Brücke (Pfeil),
die beide Lymphgefäße verbindet.
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In diesem Zusammenhang wird deutlich, dass Lymphgefäßaussprossungen häufig im

Bereich neu muskularisierter Venenabschnitte auftreten (Abb. 52). In unmittelbarer Um-

gebung von Gefäßabzweigungen mit neu aufgetretener α-SMA Markierung (gestrichelte

Pfeile in Abb. 52 b) zeigt sich häufig auch eine Lymphgefäßaussprossung (durchgezogene

Pfeile in Abb. 52 b).

Abbildung 52: Lymphgefäßaussprossungen treten zusammen mit neu muskula-
risierten Gefäßabzweigungen auf. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA
(rot) und CD90.2 (grün). a: Vene und begleitendes Lymphgefäß unter normoxischen
Bedingungen. b: Vene mit vergleichbarem Kaliber nach 14 Tagen unter hypoxischen Be-
dingungen. Im Bereich von Lymphgefäßaussprossungen (durchgezogene Pfeile) zeigen
sich die neu muskularisierten Gefäßabzweigungen der Vene (gestrichelte Pfeile).
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Meist verläuft die Bildung neuer Lymphgefäße und die Muskularisierung nicht synchron.

Dies wird im weiteren Verlauf der Hypoxie deutlich. Zunächst bildet sich das neue Lymph-

gefäß (durchgezogener Pfeil in Abb. 53 a), das aus diesem Grund häufig schon weit über

die Muskulatur der dazugehörigen Vene (gestrichelter Pfeil in Abb. 53 a und c) hinaus-

ragt. Im Verlauf der Hypoxiedauer zeigt sich eine zunehmende Muskularisierung der

neuen Gefäßabschnitte (gestrichelter Pfeil in Abb. 53 b und d), sodass das Lymphgefäß

länger an einer α-SMA positiven Vene verläuft, es reicht aber weiterhin über den musku-

larisierten Teil der Vene hinaus (durchgezogene Pfeile in Abb. 53 b).

Abbildung 53: Das Lymphgefäß reicht weiter in die Peripherie vergleich mit den
α-SMA positiven Zellen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und
CD90.2 (grün). a und c: Nach 14 Tagen Hypoxie ist das Lymphgefäß (durchgezogener
Pfeil) schon langstreckig in das die Vene umgebende Lungenparenchym gewachsen. Die
glatte Muskulatur (gestrichelter Pfeil) der neuen Gefäßabzweigung bleibt weit zurück. b
und d: Deutliche Zunahme der glatten Muskulatur im Verlauf der neuen Gefäßabzwei-
gung (gestrichelter Pfeil). Das Lymphgefäß (durchgezogener Pfeil) endet weiterhin weit
vor der glatten Muskulatur.

82



Im weiteren Verlauf bildet sich dann unter hypoxischen Bedingungen ein dichtes Netz-

werk aus Lymphgefäßen um die Venen. Nach 21 Tagen bei normobarer Hypoxie mit

10 % O2 ist das Netzwerk aus Lymphgefäßen bereits stark verzweigt und vernetzt -

(Abb. 54 a).

Abbildung 54: Dichtes Lymphgefäßnetzwerk und weiterhin sichtbare Bildung
von Aussprossungen nach 21 Tagen Hypoxie. Immunhistochemie mit Antikör-
pern gegen CD90.2. a: Die Lymphgefäße sind stark verzweigt und vernetzt und bilden
so ein dichtes Netzwerk um Venen. Einige Aussprossungen wachsen in das die Vene
umgebende Lungengewebe ein (Pfeil). b und c: Auch nach 21 Tagen ist die Vermehrung
der Lymphgefäße nicht abgeschlossen. Es bilden sich weiterhin Aussprossungen an
Lymphgefäßen (Pfeile).
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Eine Zunahme der Verzweigung zeigt sich auch darin, dass die Anzahl an Zählereignis-

sen mit der Valenz 4 nach 7 Tagen nach Hypoxiebeginn im Verhältnis zu normoxischen

Bedingungen von x̃ = 1525 [1367; 1682], (n = 6) auf x̃ = 7184 [3426; 10509], (n = 6)

ansteigt (Abb. 55). Das heißt, dass unter Hypoxie mehr Abzweigungen gefunden werden,

wo 4 Lymphgefäße zusammentreffen, als unter Normoxie. Allerdings steigt die Anzahl an

Zählereignissen mit der Valenz 4 nicht im Verhältnis zu der Gesamtzahl an Zählereignis-

sen.

Abbildung 55: Zunahme des Verzweigungsgrades. Jeder schwarze Datenpunkt
repräsentiert die geschätzte Anzahl an Zählereignissen mit der Valenz 3 pro linker Lunge
in einem Tier. Jeder weiße Datenpunkt repräsentiert die geschätzte Anzahl an Zähler-
eignissen mit der Valenz 4 pro linker Lunge in einem Tier. Höhere Valenzen traten nicht
auf. Der Mittelwert ist jeweils als roter Strich dargestellt. Normoxie und 7 bzw. 14 Tage
normobare Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengröße n = 6. 21 Tage normobare Hypoxie mit
10 % O2: Gruppengröße n = 5. Durchführung des Kruskal-Wallis-Tests.

Allerdings ist auch nach 21 Tagen die Vermehrung der Lymphgefäße nicht abgeschlossen,

da sich, wie in Abbildung 54 b und c sichtbar ist, weiterhin unterschiedlich lange Aus-

sprossungen an den vorhandenen Gefäßen bilden. Neben dem Mechanismus der Netz-

werkbildung um die Venen fällt außerdem auf, dass einige Aussprossungen von der Vene

in das umliegende Lungengewebe einwachsen und so das Lymphgefäßsystem nach pe-

ripher erweitern (Pfeil in Abb. 54 a).
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Während sich die Lymphgefäße an den Venen, wie oben gezeigt, stark vermehren, fin-

det an den Lymphgefäßen im Bindegewebe zwischen Arterien und Atemwegen kaum

sichtbare Proliferation statt, sodass auch nach 21 Tagen normobarer Hypoxie in diesem

Bereich nur wenig Lymphgefäße abzugrenzen sind (Abb. 56).

Abbildung 56: Wenig Lymphangionese im Bindegewebe zwischen Arterien (A)
und Atemwegen (Aw) bei gleichzeitiger starker Netzwerkbildung der Lymphge-
fäße um Venen (V). Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2
(grün). a: Unter normoxischen Bedingungen finden sich sowohl an Venen als auch im
Bindegewebe zwischen Arterien und Atemwegen wenige Lymphgefäße . b: Während
sich nach 21 Tagen unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2 um die Venen ein dichtes
Geflecht aus Lymphgefäßen gebildet hat, zeigen sich im Bindegewebe zwischen Arterien
und Atemwegen weiterhin nur wenige Lymphgefäße.
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Die durch normobare Hypoxie mit 10 % O2 induzierte Vermehrung der Lymphgefäße in

der linken murinen Lunge zeichnet sich vor allem durch eine zunehmende Netzwerkbil-

dung der Lymphgefäße um die Venen aus. Während unter normoxischen Bedingungen

die meisten Venen nur ein begleitendes Lymphgefäß mit wenigen Abzweigungen be-

sitzen, bilden sich im Verlauf der Hypoxie immer mehr Lymphgefäße um die Venen, die

teilweise in das die Vene umgebende Gewebe einwachsen. Nach 21 Tagen unter hyp-

oxischen Bedingungen zeigt sich dann ein dichtes Netzwerk mit vielen Abzweigungen,

das die Vene wie ein Gitter umschließt (Abb. 57). Neben dieser Netzwerkbildung kommt

es ebenfalls zu einer Erweiterung des Lymphgefäßnetzwerks nach peripher durch die

Bildung von Aussprossungen, die in das umliegende Lungenparenchym wachsen.

Abbildung 57: Veränderungen des Lymphgefäßnetzwerks unter normobaren
hypoxischen Bedingungen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot)
und CD90.2 (grün). a: Ein nur wenig verzweigtes Lymphgefäß begleitet die Vene unter
normoxischen Bedingungen. b: Nach 7 Tagen Hypoxie zeigen sich erste kleine, neu
gebildete Lymphgefäße. c: Erste Bildung eines Netzwerkes an Lymphgefäßen um die
Vene nach 14 Tagen. d: Weitere Zunahme der Gitternetzwerkbildung um das Lymphge-
fäß nach 21 Tagen unter hypoxischen Bedingungen und Einwachsen von Lymphgefäß-
aussprossungen in das die Vene umgebende Lungengewebe. e: Schematische Darstel-
lung der Lymphgefäßvermehrung um murine Venen unter normobarer Hypoxie.

Auffällig ist, dass im rechten inferioren Lungenlappen nach 21 Tagen unter normobarer

Hypoxie mit 10 % O2 Lymphgefäße an intraacinären Arterien auftreten, während dies

in der linken Lunge nicht beobachtet werden kann. Sie stehen in Verbindung mit dem
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Lymphgefäßnetzwerk der benachbarten Vene (Abb. 58 b). Bei sehr kleinen intraacinären

Arterien lässt sich auch hier kein begleitendes Lymphgefäß mehr finden (Abb. 58 c).

Auch im Bereich der Ducutuli zeigen sich unter hypoxischen Bedingungen in der rechten

inferioren Lunge Lymphgefäße (Abb. 58 e und g).

Abbildung 58: Lymphgefäße an intraacinären Arterien und im Bereich der Duc-
tuli alveolares im rechten inferioren Lungenlappen. Immunhistochemie mit An-
tikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). Intraacinäre Arterien (iA), Venen (V),
Ductuli alveolares (gestrichelte Pfeile) und Lymphgefäße (durchgezogene Pfeile). a:
Keine Lymphgefäße an intraacinären Arterien unter normoxischen Bedingungen. b:
Lymphgefäßnetzwerk um größere intraacinäre Arterie mit Verbindung (Pfeil) zum Lymph-
gefäßsystem der benachbarten Vene. c: Kleinere intraacinäre Arterien haben kein be-
gleitendes Lymphgefäß mehr (Pfeilspitzen). d und e: Keine Lymphgefäße im Bereich
der Ductuli alveolares unter normoxischen Bediungungen. f und g: Lymphgefäße um
Ductuli alveolares nach 21 Tagen unter hypoxischen Bedingungen.
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Dieses Phänomen konnte im inferioren rechten Lungenlappen nach 21 Tagen unter hyp-

oxischen Bedingungen, nicht aber im linken Lungenlappen nachgewiesen werden, ob-

wohl es sich in beiden Fällen um dieselben Tiere handelte. Des Weiteren unterschieden

sich rechte inferiore und linke Lunge nicht in den normoxisch gehaltenen Mäusen.

3.4.3 Aufbau und Anzahl von Lymphgefäßen sowie Verteilung von Lympho-

zyten in der murinen Lunge bei einer akuten allergischen Atemwegs-

entzündung

Im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzündung verändert sich die nach-

barschaftliche Beziehung der Lymphgefäße nicht. Sie sind weiterhin homogen über die

gesamte Lunge verteilt und verlaufen mit den Venen und zwischen Arterien und Atemwe-

gen (Abb. 59). Allerdings kommt es zu massiven Ansammlungen von Lymphozyten im

Bereich der Lymphgefäße, weshalb die Lymphgefäße häufig zum Teil vom Zellinfiltrat

überlagert werden.
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Abbildung 59: Lokalisation von Lymphgefäßen in der murinen Lunge im Rahmen
einer akuten allergischen Atemwegsentzündung. Immunhistochemie mit Antikör-
pern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a: Die Kontrolltiere weisen eine homogene
Verteilung der Lymphgefäße (Pfeile) und CD90.2 positiven Zellen auf. b: In der Übersicht
zeigt sich auch weiterhin keine sichtbare Vermehrung der Lymphgefäße (Pfeile). Aller-
dings zeigen sich sehr viele CD90.2 positiven Zellen, die sich vor allem an den Gefäßen
sammeln. c und e: Lymphgefäße verlaufen auch bei einer akuten allergischen Atem-
wegsentzündung vor allem mit Venen (Pfeile). d und f: Lymphgefäße verlaufen ebenfalls
im Bindegwebe zwischen Arterien und Bronchien (Pfeile).
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Starke Lymphozytenansammlungen im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsent-

zündung befinden sich in hilusnahen Bereichen an Lymphgefäßen um Venen und an

Lymphgefäßen zwischen Arterien und Atemwegen (Abb. 60). Hier zeigt sich ein deutli-

cher Unterschied in der Menge an CD90.2 positiven Zellen im Vergleich zur Kontrollgrup-

pe.
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Abbildung 60: Ansammlung CD90.2 positiver Zellen an Venen (V), Arterien (A)
und Atemwegen (Aw) im Hilusbereich. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen
α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a: In den Kontrolltieren zeigen sich wenige bis gar keine
CD90.2 positiven Zellen im Bereich der Hilusvenen. b: Massives Infiltrat CD90.2 positiver
Zellen im Bereich der Hilusvenen im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzün-
dung. c: In der Umgebung von hilusnahen Atemwegen und Arterien lassen sich
nur wenige CD90.2 positive Zellen finden. d: Im Rahmen einer akuten allergischen
Atemwegsentzündung zeigen sich viele CD90.2 positive Zellen in der Umgebung von
hilusnahen Atemwegen und Arterien.
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Auch weiter distal zeigt sich bei einer akuten allergischen Atemwegsentzündung im Ver-

gleich zur Kontrollgruppe eine deutliche Zunahme der CD90.2 positiven Zellen (Abb. 61).

Wie an den großen Gefäßen befinden sich Zellansammlungen an Lymphgefäßen um Ve-

nen (Abb. 61 b) und im Bindegewebe zwischen Arterien und Atemwegen (Abb. 61 d)

sowie an intraacinären Arterien (Abb. 61 f).
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Abbildung 61: Vermehrte Ansammlung CD90.2 positiver Zellen an Venen und Ar-
terien in der Peripherie. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und
CD90.2 (grün). Arterien (A), intraacinäre Arterien (iA), Venen (V) und Atemwege (Aw). a:
In den Kontrolltieren zeigen sich wenige CD90.2 positive Zellen im Bereich der kleinen
Venen. b: Massives Infiltrat CD90.2 positiver Zellen im Bereich der kleinen Venen im Rah-
men einer akuten allergischen Atemwegsentzündung. c: In der Umgebung von kleinen
Atemwegen und Arterien lassen sich bei der Kontrollgruppe nur wenige CD90.2 positive
Zellen finden. d: Im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzündung zeigen
sich viele CD90.2 positive Zellen in der Umgebung Arterien, die zusammen mit Atemwe-
gen verlaufen. e: Nur vereinzelte CD90.2 positiven Zellen in unmittelbarer Umge-
bung von intraacinären Arterien. f: Bei einer akuten allergischen Atemwegsentzündung
kommt es zu großen Ansammlungen von CD90.2 positiven Zellen um intraacinäre Arte-
rien.
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Die Lymphgefäße selbst zeigen neben dem massiven umgebenden Zellinfiltrat keine

strukturellen Veränderungen. Ihre Markierung mit CD90.2 ist weiterhin homogen (Abb.

62 a und b).

Abbildung 62: Struktur der Lymphgefäße bei akuter allergischer
Atemwegsentzündung. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen CD90.2. a:
Die Lymphgefäße der Tiere aus der Kontrollgruppe weisen eine homogene Feinstruktur
auf. Es sind nur wenige bis gar keine CD90.2 positiven Zellen in unmittelbarer Umgebung
des Lymphgefäßes zu finden. b: Auch im Rahmen einer allergischen Atemwegsentzün-
dung verändert sich die CD90.2 positive Markierung nicht. Es sind allerdings deutlich
mehr CD90.2 positive Zellen in der Umgebung von Lymphgefäßen zu erkennen. c: Sel-
ten finden sich kleine Ausbuchtungen der CD90.2 Markierung (Pfeile) an Lymphgefäßen
als Hinweis auf eine Proliferation der Lymphgefäße im Rahmen einer akuten allergischen
Atemwegsreaktion.

Gelegentlich lassen sich kleine Ausziehungen an der Lymphgefäßwand finden (Pfeile in

Abb. 62 c). Diese Ausziehungen ähneln den Veränderungen an den Lymphgefäßen nach

7 Tagen normobarer Hypoxie mit 10 % O2 und deuten auf eine Vermehrung der Lymphge-

fäße hin, obwohl sich in der Quantifizierung keine signifikante Vermehrung in der murinen

linken Lunge zeigte (Abb. 63). Es konnte nur eine Vermehrung im Mittel von x̃ = 2430

[1830; 2798], CV = 16,1 %, CE = 11,5 %, (n = 6) auf im Mittel x̃ = 3357 [2072; 5196],

CV = 34,5 %, CE = 10,1 %, (n = 6) Lymphgefäße in der linken Lunge nach Stimulation mit

HDME festgestellt werden. Hierbei wurden zwei Versuchsreihen mit einem Abstand von

mehreren Wochen durchgeführt. Pro Versuchsreihe wurden jeweils 3 Tiere nach HDME-

Applikation und 3 Kontrolltiere mit PBS-Gabe zusammen untersucht. Auffällig ist, dass

alle Tiere mit wenig Vermehrung der Lymphgefäße und einer Lymphgefäßanzahl unter-

halb des Mittelwerts aus der zweiten Versuchsreihe stammen, wohingegen die Tiere mit

detektierbarer Lymphangiogenese und einer Lymphgefäßanzahl oberhalb des Mittelwer-

tes aus der ersten Versuchsreihe stammen (Abb. 63 Gruppe “Allergische Atemwegsent-

zündung”).
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Abbildung 63: Anzahl an Lymphgefäßen in der murinen linken Lunge im Rahmen
einer akuten allergischen Atemwegsentzündung. Jeder Datenpunkt repräsentiert
die Anzahl an Lymphgefäßen pro linker Lunge in einem Tier. Der Mittelwert ist als roter
Strich dargestellt. Bei der Gruppe “Allergische Atemwegsentzündung” stammen alle Tier
mit Lymphgefäßanzahl pro linker Lunge oberhalb des Mittelwerts aus der ersten Ver-
suchsreihe. Alle Tiere mit Lymphgefäßanzahl pro linker Lunge unterhalb des Mittelwer-
tes stammen aus der zweiten Versuchsreihe. Gruppengröße jeweils n = 6. Durchführung
des Mann-Whitney-U-Tests.
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Durch das oftmals massive, begleitende Zellinfiltrat war die Quantifizierung der Lymph-

gefäßknotenpunkte erschwert, aber durchführbar. Die starken Schwankungen der An-

zahl an Lymphgefäßen nach Stimulation mit HDME zur Erzeugung einer allergischen

Atemwegsentzündung sind vermutlich nicht auf die Störung der Quantifizierung durch

das Zellinfiltrat zurückzuführen, sondern darauf, dass die Applikation des HDME unter-

schiedlich erfolgreich war. Im Rahmen der Untersuchungen fiel auf, dass die Tiere, die

kaum Vermehrung der Lymphgefäße zeigten, auch wenig Zellinfiltrat aufwiesen (Abb. 64)

und weniger Veränderungen der Gefäßmuskulatur (Abb. 65).

Abbildung 64: Unterschiede in der Menge der CD90.2 positiven Zellen. Immunhis-
tochemie mit Antikörpern gegen CD90.2. a: In den Kontrolltieren zeigen sich wenige
CD90.2 positiven Zellen, vor allem an den Lymphgefäßen. b und c: Beide Tiere wurden
mit HDME stimuliert. Unterschiedlich starkes Infiltrat mit CD90.2 positiven Zellen. Die
Abbildung b stammt aus einem der Tiere mit unwesentlich mehr gezählten Lymphge-
fäßen. Die Abbildung c stammt aus einem Tier mit erhöhter Zahl an Lymphgefäßen.
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Abbildung 65: Unterschiede in der Morphologie der glatten Muskelzellen an Ve-
nen korrelieren mit der Anzahl an CD90.2 positiven Zellen. Immunhistochemie
mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a und d: In den Kontrolltieren
zeigt sich die typische Morphologie der glatten Muskelzellen an einer Vene. Korrelierend
dazu eine homogene Verteilung der wenigen CD90.2 positiven Zellen. b und c sowie e
und f : Unterschiedlich starke Veränderungen der glatten Muskulatur an einer Vene mit
entsprechendem Infiltrat an CD90.2 positiven Zellen. Die Abbildungen b und e stammen
aus einem der Tiere mit geringer Vermehrung der Lymphgefäße. Die Abbildungen c und
f stammen aus einem Tier mit erhöhter Anzahl an Lymphgefäßen.
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3.5 Markierung von α-SMA in Atemwegen und Alveolen der mu-

rinen Lunge unter normoxischen Bedingungen, bei normo-

barer Hypoxie mit 10 % O2 und bei einer akuten allergischen

Atemwegsentzündung

3.5.1 Markierung von α-SMA in Atemwegen der murinen Lunge unter norm-

oxischen Bedingungen

Die Atemwege verlaufen zusammen mit den Arterien. Durch die charakteristische Anord-

nung ihrer α-SMA positiven Zellen in Ringen sind sie von Gefäßen gut zu unterschei-

den (Abb. 66 a und b). Zellgrenzen oder Kerne sind bei großen Atemwegen innerhalb

der Muskulatur nicht abgrenzbar. Neben den Muskelzellen markiert der Antikörper auch

Zellen in einer lumennahen Schicht im Atemweg. Hier zeigen sich vereinzelte, unregel-

mäßig verteilte α-SMA positive Zellen, deren Zellkern durch eine Aussparung der α-SMA

Markierung zu erkennen ist (Abb. 66 c). Der Lokalisation nach handelt es sich hierbei am

wahrscheinlichsten um Epithelzellen des Atemwegs.

Je kleiner die Atemwege im Verlauf werden, desto weniger Markierung von α-SMA weisen

sie auf. Die α-SMA positiven Zellen liegen weiterhin manschettenartig um den Atemweg

(Abb. 66 d bis f). Diese Ringe aus glatter Muskulatur sind wesentlich dünner und die

Lücken zwischen den einzelnen Abschnitten mit glatter Muskulatur werden kontinuier-

lich größer. Zellkerne und Zellgrenzen zwischen zwei Zellen sind weiterhin nur schwer

abgrenzbar. Neben den Muskelzellen lassen sich auch in den kleinen Atemwegen α-SMA

positive Zellen auf Epithelniveau finden. Wie in den großen Atemwegen sind diese un-

regelmäßig verteilt und ihre Zellkerne durch Lücken der α-SMA Markierung erkennbar

(gestrichelte Pfeile in Abb. 66 f).

In den terminalen Abschnitten des Respirationstraktes sinkt die Anzahl an α-SMA posi-

tiven Zellen stark. Die Ductuli alveolares sind überwiegend durch die Eigenfloureszenz

des Septums erkennbar (Abb. 66 g). In einigen Ausnahmefällen können allerdings α-SMA

positive Zellen in den Septen von Ductuli alveolares gefunden werden (gestrichelte Pfeile

in Abb. 66 h). Diese Zellen haben charakteristischerweise einen runden Anteil, in dem

der Zellkern als Aussparung der α-SMA Markierung abgrenzbar ist, und längliche α-SMA

positive Ausläufer im Septum des Ductus (Abb. 66 i).
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Abbildung 66: Atemwege in der murinen Lunge unter normoxischen Bedingun-
gen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und CD90.2 (grün). a:
Hauptbronchus (Hb) der linken Lunge mit Aufteilung in kleinere Segmentbronchien (Sb).
Das Rechteck zeigt den Ausschnitt, der in b und c vergrößert darsgestellt ist. b: Glatte
Muskulatur eines großen Bronchus. c: α-SMA positive Zellen eines großen Atemwegs auf
Epithelzellniveau (Pfeile). d: Peripherer Atemweg (Aw) in Begleitung einer Arterie (A).
e: Verteilung von α-SMA positiven Zellen an peripher gelegenen Atemwegen (Aw). Das
Rechteck zeigt den Ausschnitt, der in f vergrößert darsgestellt ist. f: Neben den Man-
schetten aus α-SMA positiven Zellen (durchgezogene Pfeile) zeigt sich auch α-SMA Ex-
pression in Zellen auf Epithelniveau (gestrichelte Pfeile). g: Typischer Ductus alveolaris
ohne α-SMA exprimierende Zelle in der Wand mit geringer Autofloureszenz der Alveolar-
wand. h: Selten finden sich α-SMA positive Zellen mit länglichen Ausläufern in der Wand
von Ductuli alveolares (Pfeile). i: Morphologie einer α-SMA positiven Zelle in der Wand
eines Ductus alveolaris. Der Pfeil markiert den Zellleib mit Zellkern.
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Aufgrund eines Chargenwechsels ist es im Verlauf der Experimente zu einer Konzentra-

tionserhöhung des anti-α-SMA-Antikörpers von 0,43 µg/ml auf 0,93 µg/ml gekommen.

Auffällig ist, dass es dadurch zu einer deutlich zunehmenden α-SMA positiven Markie-

rung von Zellen in den Alveolarsepten kommt. Diese Zellen sind zwar auch mit der nied-

rigeren Konzentration des Antikörpers gegen α-SMA sichtbar gewesen (Abb. 67 a), fallen

allerdings durch die Konzentrationserhöhung erst deutlich auf (Abb. 67 b).

Abbildung 67: α-SMA positive Zellen in den Alveolarsepten bei unterschiedlicher
Konzentration von anti-α-SMA-Antikörpern. Immunhistochemie mit Antikörpern ge-
gen α-SMA in unterschiedlicher Konzentration. a: Bei einer Konzentration von 0,43 µg/ml
zeigen sich nur schwach α-SMA positive Zellen in den Alveolarsepten (Pfeile). b: Bei ei-
ner erhöhten Konzentration des anti-α-SMA-Antikörpers von 0,93 µg/ml sind die α-SMA
positiven Zellen in Alevolarwänden deutlich markiert (Pfeile).

3.5.2 Markierung von α-SMA in Atemwegen der murinen Lunge und Verände-

rung des Lungenvolumens bei normobarer Hypoxie mit 10 % O2

Veränderungen der α-SMA positiven Zellen in den murinen Atemwegen können unter

normobarer Hypoxie mit 10 % O2 erst im Bereich der Ductuli alveolares detektiert wer-

den. Alle größeren Atemwege stellen sich nach entsprechender immunhiostochemischer

Färbung der PCLS im Vergleich zu den Kontrolltieren unverändert dar.

Die Ductuli alveolares hingegen weisen schon nach 7 Tagen normobarer Hypoxie mit

10 % O2 deutlich mehr α-SMA positive Zellen innerhalb ihrer Wände auf (Pfeile in Abb.

68 b). Nach 14 Tagen unter hypoxischen Bedingungen nimmt die α-SMA Markierung der

einzelnen Ductuli weiter zu, sodass α-SMA positive Zellen in mehreren hintereinander

liegenden Abschnitten des Ductulus sichtbar sind (Pfeile in Abb. 68 c und Abb. 69).
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Abbildung 68: Veränderungen der α-SMA positiven Zellen in Ductuli alveolares
unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2. Immunhistochemie mit Antikörpern ge-
gen α-SMA. a: Unter normoxischen Bedingungen weisen Ductuli alveolares (Pfeil) kaum
α-SMA positive Zellen in ihren Wänden auf. b: Nach 7 Tagen Hypoxie sind deutlich
markierte α-SMA positive Zellen in den Wänden der Ductuli alveolares zu erkennen
(Pfeile). c: Nach 14 Tagen unter hypoxischen Bedingungen zeigt sich eine weitere Zu-
nahme der α-SMA Markierung in den Wänden der Ductuli alveolares (Pfeile).
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Abbildung 69: Ductulus alveolaris nach 14 Tagen normobarer Hypoxie mit
10 % O2. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA (rot) und Darstellung der En-
dothelien mittels Markierung mit BS-I (blau). Konfokalmikroskopische Darstellung eines
Ductulus alveolaris (D) über eine Höhe von 60 µm in 4 µm Schritten mit begleitender in-
traacinärer Arterie (gestrichelter Pfeil). Die Wand des Ductulus weist α-SMA Markierung
im gesamten Verlauf auf (durchgezogener Pfeil).
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Auch die Alveolarsepten zeigen eine zunehmende α-SMA positive Markierung (Abb. 70),

besonders im Bereich unter der Pleura (Pfeilspitzen in Abb. 70). Während die Markierung

der Ductuli bei länger andauernder Hypoxie allerdings weiter zunimmt, zeigt die Mar-

kierung im Alveolarbereich nach 7 Tagen unter hypoxischen Bedingungen ihr Maximum

(Abb. 70 b und f) und geht im Verlauf wieder zurück, sodass nach 21 Tagen Hypoxie fast

die ursprüngliche Markierungsintensität wieder erreicht wird.

Abbildung 70: α-SMA positive Zellen in den Alveolarsepten unter Hypoxie. Im-
munhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Der Verlauf der Pleura ist durch die weiße
Linie markiert. Verlauf der verstärkten Expression von α-SMA in den Alveolarsepten. a
und e: Kaum α-SMA positive Zellen im Bereich der Alveolarsepten unter normoxischen
Bedingungen. b und f: Nach sieben Tagen unter normobarer Hypoxie nimmt die Expres-
sion von α-SMA in den Alveolarsepten stark zu. c und d sowie g und h: Im Verlauf
wieder rückläufige α-SMA Markierung im Bereich der Alveolen.

103



Die Markierung tritt relativ homogen in allen Teilen des Alveolarseptums auf (Abb. 71)

und überdeckt im Verlauf der Hypoxie die auch unter normoxischen Bedingungen sicht-

baren α-SMA positiven Zellen in den Alveolarsepten (Abb. 72).

Abbildung 71: Vermehrte α-SMA positive Zellen in den Alveolarsepten nach 7
Tagen normobarer Hypoxie mit 10 % O2. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen
α-SMA (rot) und Darstellung der Endothelien mittels Markierung mitBS-I (blau). Die Bild-
serie verläuft von links oben nach rechts unten. Konfokalmikroskopische Darstellung von
Alveolen über eine Höhe von 32 µm in 4 µm Schritten. Starke α-SMA Expression in allen
Teilen des Alveolarseptums.
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Abbildung 72: Zusammenhang zwischen α-SMA positiven Zellen in den Alveo-
larsepten und verstärkter Markierung der Alveolarwände nach 7 Tagen unter
hypoxischen Bedingungen. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. a: Mit
erhöhter Antikörperkonzentration sind die α-SMA positiven Zellen (Pfeil) in den Alveo-
larsepten unter normoxischen Bedingungen deutlich sichbar. b: Nach sieben Tagen unter
hypoxischen Bedingungen zeigen die α-SMA positiven Zellen eine veränderte Morpholo-
gie, wobei die Fläche der α-SMA Markierung deutlich zugenommen hat.
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Neben der verstärkten Markierung fällt auch eine Vergrößerung der Alveolen im Rahmen

der Hypoxie auf. Diese ist vor allem in subpleuralen Bereichen erkennbar (Abb. 73).

Abbildung 73: Zunahme der Alveolengröße unter normobarer Hypoxie mit
10 % O2. Immunhistochemie mit Antikörpern gegen α-SMA. Mit Zunahme der Hypoxie-
dauer kommt es vor allem in subpleuralen Bereichen zu einer leichten Vergrößerung der
Alveolen. Die weißen Linien zeigen die ungefähre Größe einer Alveole.

In diesem Zusammenhang steht wahrscheinlich auch die Gewichtszunahme der Lunge

mit fortschreitender Hypoxiedauer. Obwohl die C57BL/6 Mäuse der normoxischen Kon-

trollgruppe dasselbe Alter erreicht hatten wie die Tiere, die 21 Tage unter einem ver-

minderten Sauerstoffgehalt der Atemluft gehalten wurden, zeigte sich eine deutliche

Zunahme des Gewichts der mit Agarose gefüllten Lunge. Abbildung 74 a zeigt die Verän-

derung des Lungengewichts über die Zeit: Unter normaler Atemluft weisen die linken

Lungen von C57BL/6 Tieren ein Gewicht von x̃= 0,535 g [0,42 g; 0,56 g], (n = 6) auf. Nach

7 Tagen unter hypoxischen Bedingungen steigt das Gewicht um ca. 10 % auf x̃ = 0,585 g

[0,53 g; 0,75 g], (n = 6) und nach 14 Tagen auf x̃ = 0,705 g [0,61 g; 0,75 g], (n = 6), ob-

wohl diese Tiere jünger waren als die normoxischen Kontrolltiere. Nach 21 Tagen bleibt

dann das Lungengewicht relativ konstant bei x̃ = 0,72 g [0,7 g; 0,74 g], (n = 5). Ins-

gesamt steigt das Gewicht der vollständig mit Agarose gefüllten Lungen also um etwa

35 % während einer Hypoxiezeit von 21 Tagen bei gleichem Alter der Tiere. Anhand des

steigenden Lungengewichts bei vollständiger Füllung der Lunge kann auf eine Zunahme

des Lungenvolumens in gleicher Relation, also um 35 % geschlossen werden. Dabei

ist anzunehmen, dass eine Zunahme des Eigengewichts der Lunge im Verhältnis zum
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Gewicht der eingefüllten Agarose nicht relevant ist.

Korreliert man die Anzahl der Lymphgefäße mit dem dazugehörigen Gewicht der Lun-

gen (Abb. 74 b), so zeigt sich, dass die schwersten Lungen tendentiell auch die höchste

Anzahl an Lymphgefäßen innerhalb der Lunge aufweisen. Die größte Streuung besteht

dabei innerhalb der Tiere, die 7 oder 14 Tage unter hypoxischen Bedingungen gehalten

wurden.

Abbildung 74: Veränderungen des Lungengewichts unter hypoxischen Bedin-
gungen. a: Jeder Datenpunktt repräsentiert das Gewicht einer linken Lunge eines Tieres
nach Füllung mit Agarose. Der Mittelwert ist als roter Strich angegeben. Normoxie und 7
bzw. 14 Tage normobare Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengröße n = 6. 21 Tage normobare
Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengröße n = 5. Durchführung des Kruskal-Wallis-Tests. b: Ver-
änderungen des Lungengewichts, aufgetragen gegen die Anzahl an Lymphgefäßen pro
linker Lunge. Jede Markierung repräsentiert ein Tier. Zudem ist die Regressionsgerade
eingezeichnet und das Bestimmtheitsmaß R2 angegeben. Die normoxischen Tiere und
die Tiere, die 21 Tage unter hypoxischen Bedingungen gehalten wurden, sind rot hervor-
gehoben. Normoxie und 7 bzw. 14 Tage normobare Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengröße
n = 6. 21 Tage normobare Hypoxie mit 10 % O2: Gruppengröße n = 5.
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3.5.3 Markierung von α-SMA in Atemwegen und Alveolen der murinen Lunge

bei einer akuten allergischen Atemwegsentzündung

Im Bereich der Atemwege sind bis zu den Ductuli alveolares keine Veränderungen er-

kennbar. Die großen Atemwege stellen sich wie in Abschnitt 3.5.1 unter normoxischen

Bedingungen beschrieben dar. Erst die Ductuli alveolares zeigen eine veränderte Markie-

rung von α-SMA. Wie bei den Tieren, die unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2 gehalten

wurden, zeigen sich α-SMA positive Zellen in den Wänden der Ductuli alveolares, die den

Ducutlus teilweise ringartig umschließen (Abb. 75).

Abbildung 75: α-SMA positive Zellen in den Septen der Ductuli alveolares bei
einer akuten allergischen Atemwegsentzündung. Immunhistochemie mit Antikör-
pern gegen α-SMA. a und c: Keine α-SMA positven Zellen in den Wänden der Ductuli
alveolares (Pfeile). Diese sind nur durch ihre Eigenfluoreszenz sichtbar. b und d: Deut-
liche α-SMA Expression in der Wand der meisten Ductuli alveolares (Pfeile), welche den
Ductulus ringförmig umschließt.
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4 Diskussion

Es konnte im Rahmen dieser Dissertation gezeigt werden, dass normobare Hypoxie mit

10 % O2 eine deutliche pulmonale Lymphangiogenese induziert, bei der die Netzwerk-

bildung der Lymphgefäße um Venen im Vordergrund steht. Zudem entstehen in einem

Teil der Lunge auch Lymphgefäße um intraacinäre Arterien. Bei einer akuten allergi-

schen Atemwegsentzündung nach HDME-Applikation hingegen findet kein signifikanter

Anstieg der Lymphgefäße in der murinen Lunge statt. Es konnten allerdings ein ver-

mehrtes Zellinfiltrat mit CD90.2 positiven Lymphozyten und morphologischische Verän-

derungen der glatten Muskelzellen an Arterien und Venen nachgewiesen werden, wobei

sich die morphologischen Veränderungen der Blutgefäße von denen unter normobarer

Hypoxie unterscheiden.

4.1 Veränderungen der Markierung von α-SMA von pulmonalen

Blutgefäßen

Der pulmonale Blutfluss ist neben hydrostatischen Einflüssen aufgrund der Körperlage

und dem Herzzeitvolumen auch vom Widerstand der Lungengefäße abhängig. Hierbei

spielt das α-SMA als kontraktiles Element in der Gefäßwand eine wesentliche Rolle, da

es durch Regulation des Gefäßdurchmessers den Gefäßwiderstand und somit die Fluss-

geschwindigkeit mit bestimmt [15]. So kann unter anderem über den Gefäßdurchmesser

die Lungenperfusion an verschiedene Umwelteinflüsse angepasst werden, um ständig

eine suffiziente Oxigenierung des Blutes zu gewährleisten, z.B. auch bei Veränderung

der Atemluftzusammensetzung im Rahmen einer Hypoxie.

4.1.1 Veränderungen der α-SMA Markierung von pulmonalen Blutgefäßen un-

ter normobarer Hypoxie mit 10 % O2

Wie einleitend beschrieben, kommt es bei hypoxischer Atemluft zunächst zu schnellen

pulmonalen Anpassungsraktionen wie Hyperventilation und Vasokonstriktion auf dem

Boden des Euler-Liljestrand-Reflexes [30]. Im weiteren Verlauf treten dann strukturel-

le Veränderungen auf, bei denen die Zunahme der glatten Muskulatur der Gefäßwände

eine zentrale Rolle spielt. Diese Veränderungen der glatten Muskelzellen an kleinen Arte-

rien der Lunge unter Hypoxie ist bereits mehrfach in vielen Spezies beschrieben worden

[1, 17, 26, 53, 105] - unter anderem auch in der Maus [64, 93].

Die Veränderungen von glatten Muskelzellen an Venen hingegen ist in vorangegangenen

Studien wenig beachtet worden und morphologische Veränderungen werden in der Li-

teratur kontrovers diskutiert. Einzelne Autoren beschreiben die Zunahme der Dicke von

Intima und Adventitia oder eine verbreiterte Media mit Nachweis von Muskelzellen in

der Intima, zumeist aber im Vergleich zu den arteriellen Gefäßen mit geringerer Ausprä-

gung [17, 142]. Zudem tritt ein morphologisches Remodeling der Venen nicht in allen

untersuchten Spezies auf. So konnte gezeigt werden, dass es bei Legierung eines Haupt-
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bronchus zur Erzeugung einer einseitigen Hypoxie in Kälbern zu einer Hypertrohpie und

Hyperplasie der Media von Venen kommt [92]. Dieses Phänomen wiederum tritt nicht

in Hunden auf, denen ebenfalls ein Hauptbronchus unterbunden wurde [92]. Solche Un-

terschiede werden häufig damit in Verbindung gebracht, dass einzelne Spezies weniger

glatte Muskelzellen in den Venenwänden besitzen und es dadurch womöglich zu keiner

sichtbaren Proliferation oder Hypertrophie kommt. So haben vor allem Rinder bereits bei

normoxischen Bedingungen mehr glatte Muskulatur in den Gefäßwänden als z.B. Hun-

de [92] oder Nagetiere [93]. Aber auch innerhalb einer Ordnung - z.B. der Ordnung der

Nagetiere - unterscheidet sich die Ausprägung der Muskularisierung von Venen unter

normoxischen Bedingungen und die Stärke der Veränderungen unter hypoxischen Bedin-

gungen. So ist bereits bekannt, dass es in der Ratte im Vergleich zur Maus unter Hypoxie

zu stärker ausgeprägten Veränderungen der Venen kommt [57], z.B. mit Hypertrophie

der Media [26].

Die Veränderungen der murinen pulmonalen Venen ist jedoch interessant, da für die Er-

forschung verschiedener humaner pulmonaler und kardiovaskulärer Erkrankungen viele

etablierte Mausmodelle vorliegen. Durch Initiierung verschiedener pathologischer Zu-

stände und genetischer Mutationen können physiologische Anpassungsreaktionen ge-

stört oder verhindert werden. Daher wird die Maus auch zur Erforschung der hypoxiebe-

dingten pulmonalen Hypertonie häufig eingesetzt, weshalb eine vollständige Beschrei-

bung und Untersuchung aller pulmonalen Gefäße sinnvoll erscheint.

Mit Hilfe von 200 µm dicken PCLS konnten im Rahmen dieser Doktorarbeit die pulmonalen

Arterien und Venen über eine Strecke von mehreren Millimetern dargestellt werden, da

durch das Gewebe ziehende Gefäße nicht nach wenigen Mirkometern abgetrennt wer-

den, wie es bei konventionellen histologischen Schnitten der Fall ist. Die Ergebnisse

zeigen, dass innerhalb von 21 Tagen unter Hypoxie die Vermehrung der α-SMA positi-

ven Zellen sowohl an Arterien als auch an Venen kontinuierlich von proximal nach dis-

tal fortschreitet, ohne dass Gefäßabschnitte ausgespart werden. Möglicherweise ist die

Verwendung von im Vergleich zu den PCLS (200 µm) sehr dünnen Gewebeschnitten (1-

5 µm) in anderen Untersuchungen die Ursache dafür, dass kaum venöse Veränderungen

detektiert werden können. Zudem ist denkbar, dass die Venen mit Arterien verwechselt

worden sind, da Venen ähnlich wie kleine Arterien eine lückenhafte Schicht aus glatten

Muskelzellen besitzen und so Venen fälschlicherweise als Arterien interpretiert wurden.

Als Ursprung der zunehmenden Markierung für α-SMA an den Blutgefäßen sind in der Li-

teratur verschiedenste Möglichkeiten diskutiert worden. Es kann zu Zellhypertrophie von

bereits sichtbar mit glatter Muskulatur ausgestatteten Zellen kommen [17, 26, 93] und /

oder zur Proliferation bzw. Hyperplasie von glatten Muskelzellen [93, 127]. Des Weite-

ren wurden präformierte Muskelzellen diskutiert, die normalerweise kein mit dem Licht-

mikroskop sichtbares α-SMA besitzen, aber unter hypoxischen Bedingungen vermehrt α-

SMA exprimieren und so als glatte Muskelzellen detektiert werden können [124]. Beide

Mechanismen sind vereinbar mit den Befunden einer Studie, bei der in neugeborenen

Kälbern unter Hypoxie zwei verschiedene Zellpopulationen von glatten Muskelzellen ge-

funden werden konnten: eine mit hoher α-SMA Expression und wenig proliferativem Po-
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tential und eine zweite Zellreihe mit wenig α-SMA Markierung, aber hoher Proliferations-

und geringer Apoptoserate [104]. Außerdem sind Mechanismen diskutiert worden, bei

denen sich Zellen unter dem Stimulus Hypoxie aus anderen Zellreihen in glatte Muskel-

zellen umwandeln können. Hier sind vor allem Perizyten [53, 83, 81] und Endothelzellen

[4, 69, 127] in Betracht gezogen worden, aber auch zirkulierende Fibrozyten und Lun-

genepithelzellen [127]. In einer Arbeit aus dem Jahr 2014 konnte nun gezeigt werden,

dass sich mehr als 80 % der neu muskularisierten Zellen an distalen Arterien aus bereits

vorhandenen Muskelzellen entwickeln [120], dass somit die Proliferation vorhandener

Muskelzellen vorherrschend ist als Ursache für die zunehmende Muskularisierung dis-

taler Arterien. Diese Ergebnisse passen sehr gut zu den morphologischen Veränderun-

gen, die im Rahmen dieser Dissertation beobachtet wurden. Dass die Muskularisierung

der Gefäße von proximal nach distal fortschreitet, ist möglicherweise Ausdruck der Pro-

liferation der Muskelzellen und Migration der Zellen entlang der Gefäßachse [44]. Dies

erklärt auch, warum keine Lücken innerhalb des Mantels aus glatten Muskelzellen an den

Gefäßen detektiert werden konnten, denn bevor ein kleines Gefäß muskularisiert wird,

muss erst der proximal davon gelegene Teil glatte Muskelzellen besitzen, die sich dann

teilen und weiter nach distal wandern.

Die 2014 veröffentlichten Ergebnisse betrachten allerdings nur die arterielle Seite des

pulmonalen Gefäßbaums. Welchen Ursprung die neu aufgetretene Muskularisierung an

den distalen Venen hat, ist bisher nicht eindeutig klar. Allerdings weisen die Resultate

dieser Dissertation darauf hin, dass im Bereich der pulmonalen Venen wahrscheinlich ein

ähnlicher Mechanismus vorliegt, denn der morphologische Ablauf der venösen Verän-

derungen unter Hypoxie ähnelt dem der Arterien sehr stark. Der genaue Nachweis des

Ursprungs der zunehmenden Muskularisierung von Venen im Vergleich zu den arteriellen

Veränderungen und die daraus resultierende physiologische Rolle bei der Anpassung an

hypoxische Bedingungen wäre für zukünftige Untersuchungen aufschlussreich.

4.1.2 Veränderungen der α-SMA Markierung von pulmonalen Blutgefäßen im

Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzündung

Auch im Rahmen einer allergischen Atemwegsentzündung wie Asthma ist ein Remode-

ling des Gefäßsystems bekannt. Vor allem Angiogenese und Hypertrophie von Blutge-

fäßen konnte in verschiedenen Untersuchungen an Maus und Ratte nachgewiesen wer-

den.

Eine Zunahme der α-SMA positiven Zellen an Arterien und auch an Venen ist bereits ge-

zeigt worden, unter anderem in der Maus [111, 112, 114, 113] und auch im Menschen,

insbesondere in den Bronchialarterien [43]. Als Ursache für eine Zunahme der Musku-

latur an Arterien und Venen wird ähnlich wie im Rahmen der hypoxischen Anpassungs-

reaktionen eine Proliferation der α-SMA positiven Zellen oder eine endotheliale Trans-

differenzierung vermutet, bei der sich Endothelzellen in glatte Muskelzellen umwandeln

könnten [111, 112, 113, 114, 146]. Einzelne Autoren beschreiben zudem eine Zunahme

der Muskulatur an allen Arterien, auch im Bereich von Hilusgefäßen [114]. Dies konnte
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im Rahmen dieser Doktorarbeit nicht sicher dargestellt werden. Eine Erklärung hierfür

wäre, dass die PCLS mit 200 µm Präparatdicke im Vergleich zu den überlicherweise ver-

wendeteten histologischen Gewebeschnitten von 1-5 µm zu breit sind, sodass durch die

entstehenden Gewebeüberlagerungen eine Beurteilung in Gefäßbereichen mit viel Mus-

kulatur auch unter normoxischen Bedingungen erschwert wird und Unterschiede nicht

zur Darstellung kommen.

Die Darstellung kleinerer Gefäße über einen längeren Gefäßverlauf ist hingegen mit PCLS

sehr gut möglich, sodass an kleinen pulmonalen Arterien und Venen eine morphologische

Veränderung sichtbar wird und eine von proximal nach distal kontinuierliche Zunahme

der α-SMA positiven Zellen nachgewiesen werden konnte. Nach Applikation von HDME

kommt es an einzelnen Gefäßen zu einer deutlichen Zunahme der Zellgröße, bei der die

Zelle eine zum Gefäßquerschnitt perpendikulare, längliche Morphologie annimmt und

sich so über mehrere Millimeter entlang des Gefäßes erstreckt. Im Verhältnis zur Zelllän-

ge nimmt die Zellbreite deutlich weniger zu. Bezüglich der veränderten Zellmorphologie

von glatten Muskelzellen sowohl an Arterien als auch an Venen, wie sie im Rahmen dieser

Arbeit aufgefallen ist, gab es keine Hinweise in der Literatur. Möglicherweise liegt auch

hier die Ursache in der geringen Dicke der verwendeten Gewebeschnitte (1-5 µm), dass

zellmorphologische Unterschiede nach HDME-Applikation nicht aufgefallen sind.

Über eine Ursache der morphologischen Veränderungen kann anhand der vorliegenden

Daten nur spekuliert werden. Auffällig ist, dass die stärksten Veränderungen der Muskel-

zellen immer in Regionen des Gefäßbaums auftreten, wo ebenfalls ein massives Zellin-

filtrat mit CD90.2 positiven Zellen nachweisbar ist. Dass es im Rahmen einer akuten al-

lergischen Atemwegsentzündung zu einem massiv erhöhten pulmonalen Zellinfiltrat mit

eosinophilen und neutrophilen Granulozyten, Makrophagen und Lymphozyten kommt,

ist bereits mehrfach beschrieben worden [29, 67, 114, 136]. Zudem ist bekannt, dass

bei Stimulation von Immunzellen mit HDME die Ausschüttung verschiedener proinflam-

matorischer Mediatoren (Interleukin-4, Interleukin-5 und Interleukin-13) gesteigert wird

[67]. Des Weiteren konnte nachgewiesen werden, dass es in der Maus im Rahmen einer

allergischen Atemwegsentzündung nach Applikation von Ovalbumin über Interleukin-13

-abhängige und -unabhängige Wege zum Anstieg von VEGF kommt [75]. In der Literatur

lassen sich keine weiteren Hinweise darauf finden, ob diese Mediatoren nicht nur für eine

Proliferation, sondern auch für eine morphologische Veränderung der glatten Muskelzel-

len verantwortlich sein könnten, um z.B. den Zellin- und -efflux zu erleichtern.

Möglicherweise könnte die veränderte Morphologie und Anordnung der glatten Muskel-

zellen in den Gefäßwänden aber auch nicht Ausdruck einer körpereigenen Reaktion auf

das Allergen darstellen, sondern Folge des HDME selbst sein. HDME setzt sich aus ver-

schiedensten Stoffen zusammen [134]. Einige dieser Bestandteile besitzen selbst pro-

teolytische Eigenschaften [52] oder können über die Aktivierung anderer Proteasen Zell-

Zell-Kontakte wie Occludin, Zonula occludens-1 (ZO-1) und auch E-Cadherin zerstören

[144, 152]. Möglicherweise sind die veränderte Ausrichtung der Zellen, aber auch ihre

veränderte Morphologie eine Auswirkung der Zerstörung von Zell-Zell-Kontakten mit Fol-

ge eines partiellen oder kompletten Verlusts der Integrität des Zellverbandes. In diesem
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Zusammenhang wäre es denkbar, dass sich gerade an den morphologisch veränderten

Gefäßabschnitten viele Zellen ansammeln, um Reparatur- und Regenerationsprozesse

einzuleiten. Dies würde allerdings nicht erklären, warum auch bei einer Stimulation mit

OVA Gefäßveränderungen auftreten und es zu einem Zellinfiltrat kommt [6].

Besonders die Ursachen und Auswirkungen der veränderten Morphologie und Ausrich-

tung der glatten Muskelzellen an Blutgefäßen im Rahmen einer akuten allergischen Atem-

wegsentzündung muss in zusätzlichen Experimenten weiterführend untersucht werden,

um etwaige Auswirkungen auf den Pathomechanismus und die Behandlung von allergi-

schen Atemwegsentzündungen besser zu verstehen.

4.2 Etablierung einer Quantifizierungsmethode für murine

Lymphgefäße

Eine geeignete Quantifizierungsmethode sollte untersucherunabhängig reproduzierba-

re Ergebnissen hervorbringen und gleichzeitig eine adäquate Präzision besitzen, die mit

einem sinnvollem Kosten-Nutzen-Verhältnis erzeugt werden kann [60]. Dies sind Grund-

voraussetzungen für die erfolgreiche quantitative Auswertung einer Probe.

Zur Quantifizierung von Lymphgefäßen in einem Gewebepräparat wird z.B. wie durch

Baluk et al. die Methode der Area densitiy angewandt [8]. Dabei handelt es sich um

ein Verfahren, das mit Hilfe der Mikroskopie den Flächenanteil eines Gewebes bestimmt,

der z.B. eine bestimmte immunhistochemische Reaktion aufweist. Da hier allerdings

lediglich ein Flächenunterschied quantifiziert wird, kann nur eine Aussage darüber getrof-

fen werden, ob die zu quantifizierende Fläche größer oder kleiner wird bzw. gleich groß

bleibt. Soll nun aber eine Proliferation von Lymphgefäßen nachgewiesen werden, muss

eine Unterscheidung möglich sein, ob die quantifizierte Zunahme tatsächlich auf eine

Gefäßvermehrung zurückzuführen ist oder aber beispielsweise nur auf eine Gefäßhyper-

trophie, bei der sich die Fläche der Gefäße ebenfalls im Verhältnis zum restlichen Gewebe

vergrößert. Dies könnte dann fälschlicherweise als Proliferation interpretiert werden.

Umgekehrt werden sehr kleine Gefäße, die nur eine geringe Änderung der Fläche her-

vorrufen, nicht adäquat abgebildet, sodass ein Auftreten von sehr vielen kleinen Gefäß-

knospen als Zeichen einer beginnenden, aber starken Proliferation nicht dargestellt wer-

den kann.

Im Rahmen dieser Dissertation konnte eine Methode etabliert werden, die diese Pro-

blematik umgeht und eine valide und gleichzeitig praktikable Quantifizierung von pul-

monalen Lymphgefäßen bietet, die auch kleine Lymphgefäße sicher quantitativ erfasst.

So hat sich gezeigt, dass das Knotenpunkt-Segment-System [76] unter Anwendung des

optical fractionators dazu geeignet ist, Lymphgefäße unaubhängig von der Gefäßgröße

oder -morphologie zu quantifizieren. Dabei konnte erfolgreich eine geeignete height

sampling fraction unter Anwendung der Q-weighted mean thickness zur Berücksichti-

gung der Gewebeschrumpfung [28] etabliert werden, sodass die Schrumpfung der PCLS

nicht zu einer fehlerhaften Quantifizierung führt.
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Trotzdem handelt es sich auch beim Knotenpunkt-Segment-System unter Anwendung

des optical fractionators um einen Schätzwert, der von der Genauigkeit der Zählung ab-

hängig ist. Es müssen ausreichend Zählereignisse auftreten bzw. es muss ein adäquater

Anteil des auszuwertenden Gewebes quantifiziert werden, damit der methodische Fehler

(CE) nicht größer wird als die biologische Variabilität [94]. Dies kann durch Testzäh-

lungen vor Beginn der eigentlichen Auswertung verhindert werden, sodass immer min-

destens 100 Zählereignisse in einem Versuchstier auftreten und der methodische Fehler

so akzeptabel bleibt [60]. Mit Hilfe dieser Testzählungen konnte für jede Versuchsgruppe

der geeignete Anteil des zu quantifizierenden Gewebes an der Gesamtlunge ermittelt

werden, sodass der methodische Fehler bei angemessenem Zeitaufwand akzeptabel

bleibt.

Neben dem methodischen Fehler wurde noch der Variationskoeffizient (CV) betrachtet.

Dieser beschreibt die Streuung der erhobenen Daten einer Gruppe um den Mittelwert im

Vergleich zu anderen Gruppen. Hier fällt vor allem im Bereich der Kontrollgruppen auf,

dass die einzelnen Werte nur gering um den Mittelwert streuen. Dies spricht zum einen

dafür, dass die Daten verlässlich reproduziert werden können. Zum anderen zeigt es,

dass die biologischen Schwankungen äußerst gering sind. Der CV innerhalb der Kontroll-

gruppen ist so gering, dass er wahrscheinlich nicht durch biologische Schwankungen der

Lymphgefäßanzahl in den unterschiedlichen Individuen bedingt ist, sondern durch den

methodischen Fehler bei der Auszählung. Die biologische Variabilität ist nämlich meist

deutlich größer als der hier ermittelte CV. Dies bedeutet, dass die Anzahl an Lymphge-

fäßen in der murinen Lunge eines bestimmten Stammes sehr stabil ist, wenn die äußeren

Bedingungen gleich bleiben.

Zusammenfassend hat sich gezeigt, dass die Anwendung des optical fractionators und

das Knotenpunkt-Segment-System zur Quantifizierung von pulmonalen Lymphgefäßen

geeignet ist, da reproduzierbare und objektive Ergebnisse mit einem akzeptablen me-

thodischen Fehler mit einem angemessenen Zeitaufwand erzielt werden können. Zu-

dem bietet diese Methode gegenüber der Area density den Vorteil, dass Lymphgefäße

unabhängig von ihrer Größe detektiert werden können, sodass auch frühe Stadien der

Lymphangiogenese mit sehr vielen kleinen Lymphgefäßen adäquat quantitativ erfasst

werden können.

4.3 Das pulmonale Lymphgefäßsystem der Maus und seine Ver-

änderungen

Regulation und Aufrechterhaltung des pulmonalen Flüssigkeitshaushalts ist essentiell für

einen effizienten Gasaustausch und somit für eine regelrechte Funktion der Lunge [86].

Lymphgefäße spielen dabei eine zentrale Rolle. Für die Erforschung pulmonaler Patholo-

gien, die mit einer eingeschränkten Funktion der Lunge einhergehen, wie z.B. pulmona-

le Hypertonie und Asthma, konnten bereits unterschiedlichste murine Modelle etabliert

werden [16, 32, 148]. Trotz der Wichtigkeit des Lymphgefäßsystems im Zusammenhang

für einen regelrechten Gasaustausch in der Lunge ist nur wenig über das murine pul-
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monale Lymphgefäßsystem bekannt. Seinen Aufbau und eventuelle physiologische oder

pathologische Veränderungen zu kennen, kann aber von großer Bedeutung sein, um be-

stimmte Pathomechanismen im Rahmen pulmonaler Erkrankungen zu verstehen.

4.3.1 Das murine pulmonale Lymphgefäßsystem

Lymphgefäße in der murinen Lunge lassen sich vor allem entlang der Venen abgrenzen,

wo sie netzwerkartige Strukturen um das Blutgefäß bilden. Zudem befinden sich ein-

zelne Lymphgefäße im Bindegewebe zwischen Arterien und Atemwegen [73, 72]. Nach

Etablierung einer validen Quantifizierungsmethode konnte zudem erstmals eine Lymph-

gefäßanzahl innerhalb eines murinen Lungenflügels bestimmt werden.

Alle Tiere dieser Versuchsreihe wurden vom gleichen Züchter bezogen und bis zu ih-

rer Tötung identisch gehalten, sodass die bereits in einer Pilotstudie mit einer kleinen

Stichprobe (n = 3) detektierten Stammunterschiede bezüglich der Lymphgefäßanzahl

und Morphologie, wie bereits oben diskutiert, mit hoher Wahrscheinlichkeit nicht auf

eine unterschiedliche Haltung der Tiere zurückzuführen sind. Zudem konnten nur sehr

geringe quantitative Unterschiede der Lymphgefäße zwischen den einzelnen Tieren ei-

nes Mausstammes festgestellt werden. Eine mögliche Ursache für diese sehr konstante

Lymphgefäßanzahl innerhalb eines Mausstammes könnte der nahezu identische gene-

tische Hintergrund der Tiere sein [96]. Dies würde auch erklären, warum bei gleicher

Haltung in C57BL/6 Tieren mehr Lymphegfäße auftreten als in BALB/c Tieren, da diese

beiden Stämme über sehr viele Generationen hinweg nicht miteinander gekreuzt wurden

[96] und deshalb unterschiedlicheres Erbgut besitzen als die Tiere innerhalb des selben

Stammes. Geschlecht und Alter als mögliche Ursache der festgestellten Unterschiede in

der Lymphgefäßanzahl sind ebenfalls zu vernachlässigen: Zum einen wurden in beiden

Fällen männliche Tiere verwendet und zum anderen waren die C57BL/6 Tiere jünger als

die BALB/c Mäuse (9 Wochen bzw. 13 bis 15 Wochen) und wiesen dementsprechend ein

kleineres Lungenvolumen auf, da das Gewicht der mit Agarose gefüllten Lungen bei den

C57BL/6 Tieren geringer war als bei den BALB/c Mäusen. Trotzdem besitzen die jüngeren

C57BL/6 Tiere mit geringerem Lungengewicht mehr Lymphgefäße als die älteren BALB/c

Mäuse. Wäre die Anzahl an Lymphgefäßen nicht vom Mausstamm abhängig, sondern

vom Alter oder dem Lungenvolumen, würde man ein umgekehrtes Ergebnis erwarten.

Auch die Netzwerkstruktur der Lymphgefäße unterscheidet sich zwischen den verschie-

denen Mausstämmen. BALB/c Mäuse zeigen eher größere, weniger verzweigte Lymph-

gefäße an großen Venen in zentralen Lungenabschnitten, während Mäuse des Stammes

C57BL/6 eher ein stärker verzweigtes Netzwerk mit mehr in der Peripherie gelegenen

kleinen Lymphgefäßen besitzen.

Sowohl für die quantitativen als auch die morphologischen Unterschiede des Lymphge-

fäßnetzwerks zwischen einzelnen Mausstämmen sind zudem weitere Gründe denkbar.

Lymphgefäße dienen nicht nur der Flüssigkeitsregulation eines Gewebes, sondern auch

zum Transport von Immunzellen [122]. Eine andere Erklärung für die quantitativen Un-
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terschiede der pulmonalen Lymphgefäße zwischen den einzelnen Mausstämmen könnte

deshalb sein, dass je nach Stamm mehr oder weniger Immunzellen für eine adäquate

Antwort auf Krankheitserreger notwendig sind und somit je nach Mausstamm mehr oder

weniger Lymphgefäße für den Immunzell-Transport benötigt werden. Im Rahmen eines

Asthmamodells konnte gezeigt werden, dass bei signifikantem Immunglobulin E (IgE) An-

stieg als Zeichen einer erfolgreichen Stimulation das Ausmaß der Eosinophilie und der

Gesamt-Immunzell-Anzahl in der bronchoalveolären Lavage-Flüssigkeit in C57BL/6 Mäu-

sen höher ist als bei BALB/c Mäusen [45, 58]. In diesem Zusammenhang ist vor allem der

eosinophile Granulozyt interessant, da nachgewiesen werden konnte, dass diese Zellen

im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzündung nicht nur in der bronchoal-

veolären Lavage-Flüssigkeit, sondern auch vermehrt in pulmonalen Lymphknoten auftre-

ten [139]. Es wäre also denkbar, dass die C57/BL/6 Maus bei entzündlichen Prozessen in

der Lunge mehr Lymphgefäße benötigt, da viele Immunzellen in die pulmonalen Lymph-

knoten transportiert werden müssen, während bei BALB/c Mäusen nur wenig zusätzliche

Immunzellen anfallen, für die weniger Lymphgefäße benötigt werden.

Bezüglich der quantitativen und morphologischen Unterschiede des murinen Lymphge-

fäßsystems innerhalb der einzelnen Mausstämme bleiben weiterhin einige Fragen offen,

die in weiteren Experimenten geklärt werden müssen. So sollten die einzelnen Maus-

stämme hinsichtlich quantitativer, aber auch morphologischer und funktioneller Unter-

schiede des Lymphgefäßnetzwerks weiter untersucht werden, um die jeweiligen, mög-

lichweise stammspezifischen Veränderungen, z.B. bei Entzündung oder Hypoxie, besser

verstehen und einordnen zu können.

4.3.2 Veränderungen des murinen pulmonalen Lymphgefäßsystems unter nor-

mobarer Hypoxie mit 10 % O2

Unter normobarer Hypoxie mit 10 % O2 zeigt sich ein vierfacher Anstieg der Lymphge-

fäßanzahl innerhalb der linken murinen Lunge und zusammen mit dieser ausgeprägten

Proliferation eine zunehmende Verzweigung des Lymphgefäßnetzwerkes.

Aus vorhergehenden Studien ist bereits bekannt, wie sich das tracheale Lymphgefäßsys-

tem bei chronischer Infektion mit Mycoplasma pulmonanis verändert. Wie auch unter

hypoxischen Bedingungen kommt es zu einer Aussprossung neuer Lymphgefäße und zu-

nehmender Netzwerkbildung [40, 87, 122]. Des Weiteren konnten ähnliche morphologi-

sche Veränderungen in Haut [71] und Cornea [22] festgestellt werden.

Die Lymphgefäßproliferation in Haut und Trachea ist laut Literatur auf eine Ausschüttung

von Wachstumsfaktoren zurückzuführen, wobei bekannt ist, dass eine Lymphangiogene-

se durch die Wachstumsfaktoren VEGF-C und -D induziert wird [34, 66, 88, 153]. Als Ur-

sprung dieser Wachstumsfaktoren konnten im Entzündungsmodell primär Makrophagen

identifiziert werden [8, 154]. Es ist also durchaus möglich, dass eine Hypoxie-induzierte

Inflammation [33, 38, 51] oder eine durch Hypoxie induzierte Freisetzung von VEGF-

A [121, 141] Makrophagen rekrutiert und sie zur Sezernierung der Wachstumsfaktoren
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VEGF-C und -D bringt. Zudem ist bekannt, dass die Anzahl an Makrophagen unter hyp-

oxischen Bedingungen deutlich zunimmt [78, 140]. Dies bietet jedoch keine Erklärung

dafür, dass die Proliferation von Lymphgefäßen fast ausschließlich im Bereich der Ve-

nen stattfindet und nicht auch im Bindegewebe zwischen Arterien und Bronchien. Bei

einer Ausschüttung von VEGF-A über Makrophagen würde man auch eine Proliferation

von Lymphgefäßen im Bindegewebe zwischen Arterien und Bronchien erwarten, da die

Makrophagen in den Alveolen zwar eine wichtige Rolle für eine hypoxie-induzierte Ent-

zündung spielen [78], Makrophagen aber auch in größeren Atemwegen wie Bronchien

[55] und nachgewiesenermaßen in der Adventitia großer und kleiner Pulmonalarterien

[39] vorkommen.

Anhand der vorliegenden Daten kann sowohl ein starker Anstieg der Lymphgefäße in

der murinen Lunge nach 21 Tagen normobarer Hypoxie nachgewiesen werden, als auch

der morphologische Ablauf der Lymphgefäßbildung veranschaulicht werden. Es bleibt

aber die Frage, welche Mediatoren bzw. Wachstumsfaktoren tatsächlich für die Verän-

derungen eine Rolle spielen und ob diese sich von den Proliferationsfaktoren im Rahmen

entzündlicher Veränderungen, wie z.B. Asthma oder Pneumonie, unterscheiden.

Zudem wäre ebenfalls die Anwendung längerer Hypoxiezeiten interessant, um festzu-

stellen, ob die Lymphgefäßanzahl mit Zunahme der Hypoxiedauer weiter stetig steigt

oder ob es zu einer Plateaubildung bzw. möglichweise wieder zu einem Rückgang der

Lymphgefäße kommt. Ebenfalls gibt es keine Daten darüber, ob bzw. wie lange pul-

monale Lymphgefäßveränderungen nach Beendigung der Hypoxie persistieren.

Des Weiteren müssen die proliferierenden Lymphgefäße auf ihre Funktionalität hin über-

prüft werden. Zum einen wäre interessant, ob sie überhaupt funktionstüchtigen Lymph-

gefäßen entsprechen und wenn ja, ab welchem Zeitpunkt dies der Fall wäre. In diesem

Zusammenhang ist ebenfalls ein Versuch denkbar, bei dem die Lymphgefäßproliferation

unterdrückt oder gezielt stimuliert wird, um so eine Aussage treffen zu können, ob eine

Zunahme der Lymphgefäße eine Auswirkung auf die Vitalität oder das Überleben der

Tiere unter normobarer Hypoxie hat.

4.3.3 Veränderungen des murinen pulmonalen Lymphgefäßsystems im Rah-

men einer akuten allergischen Atemwegsentzündung

Im Rahmen dieser Doktorarbeit zeigte sich nach HDME-Exposition zwar eine moderate

Vermehrung der Lymphgefäße, aber kein signifikanter Anstieg in der Anzahl, obwohl ge-

rade entzündliche Veränderungen nachweislich zu einer Lymphgefäßproliferation führen

[8, 9, 154]. Allerdings sind die Ergebisse innerhalb der HDME-Gruppe sehr inkonstant,

was möglicherweise auf eine ungenügende Stimulation zurückzuführen ist. Es zeigte sich

eine sehr breite Streuung der Ergebnisse, wobei auffällt, dass drei Mäuse einen mode-

raten Anstieg in der Anzahl an Lymphgefäßen aufwiesen und drei andere Mäuse nahezu

keine Vermehrung an Lymphgefäßen zeigten (siehe Abb. 63). Diese Verteilung korrelier-

te mit der Menge an CD90.2 positivem Zellinfiltrat, wobei davon auszugehen ist, dass es
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sich hierbei um Lymphozyten handelt [74]. Es konnte zudem rekonstruiert werden, dass

das Ausmaß an Lymphgefäßproliferation und Zellinfiltrat damit in Verbindung steht, in

welcher Versuchsreihe die Tiere untersucht wurden: Die ersten drei Mäuse zeigten deut-

liche Veränderungen, die zweiten drei Mäuse wiesen weniger und inkonsistentere Verän-

derungen auf (siehe Abb. 64). Dies könnte darauf hinweisen, dass die HDME-Stimulation

in den beiden Versuchsreihen unterschiedlich erfolgreich gewesen ist, sodass in den ers-

ten 3 Tieren deutlich bessere Ergebnisse erzielt wurden als in den zweiten 3 Tieren. In

diesem Zusammenhang ist vor allem das Zellinfiltrat interessant, da bereits bekannt

ist, dass eine Lymphangiogenese in der Trachea der Maus nur dann auftritt, wenn die

Tiere über eine intakte Lymphozytenbildung verfügen [6]. Ein fehlender Influx von Lym-

phozyten könnte also die Ursache für eine fehlende Lymphangiogenese sein. Ebenfalls

wäre denkbar, dass auch die Einwanderung von Mastzellen und Makrophagen vermin-

dert war, wenn die Stimulation mit HDME ungenügend erfolgte. Diese beiden Zellpopu-

lationen sind ebenfalls wichtige Bestandteile der entzündlichen Reaktionen im Rahmen

einer akuten allergischen Atemwegsentzündung [102, 128]. Zudem sind sie nachgewie-

senermaßen in der Lage die Lymphangiogenesefaktoren VEGF-C und -D zu produzieren

[24, 25]. In beiden Fällen wäre also ein fehlendes Zellinfiltrat Ursache der mangelnden

Lymphangiogense, wobei das fehlende Zellinfiltrat mit hoher Wahrscheinlichkeit auf ei-

ne ungenügende Stimulation mit HDME zurückzuführen ist. Hinzu kommt, dass in den

Tieren mit einem moderaten Anstieg der Lymphgefäßanzahl und starkem Zellinfiltrat die

gleichen Aussprossungen detektiert werden konnten wie sie unter normobarer Hypoxie

in der murinen Lunge und auch im Rahmen einer Infektion mit Mycoplasma pulmonis in

der Trachea detektiert werden können [8]. Diese Tatsache spricht ebenfalls dafür, dass

eine Proliferation der Lymphgefäße im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsent-

zündung stattfindet.

Allerdings liegt zumindest eine Untersuchung vor, die eine Reduktion der Lymphgefäße

bzw. der funktionierenden Lymphgefäße bei Asthma beschreibt. So konnte gezeigt wer-

den, dass die Bronchialwände von Menschen, die an einem Asthmaanfall verstorben wa-

ren, signifikant weniger Lymphgefäße aufwiesen als die Bronchien der gesunden Kontroll-

gruppe [31]. Die Autoren ziehen hier die Schlussfolgerung, dass der fatale Ausgang der

Erkrankung möglicherweise aufgrund der verminderten funktionsfähigen Lymphgefäße

auftritt, da bei Kumulation von Gewebeflüsigkeit ein Ödem der Bronchialwände begüns-

tigt wird.

Zusammenfassend wäre es wichtig, zunächst die vorliegenden Versuche zu wiederholen,

um auszuschließen, dass nur aufgrund einer mangelhaften Applikation des HDME kei-

ne signifikante Lymphgefäßproliferation stattgefunden hat, oder ob es tatsächlich nicht

zu einem signifikanten Anstieg der Lymphgefäßanzahl kommt. Zudem wäre interessant,

ob eine chronische Atemwegsinfektion nicht nur, wie bereits gezeigt, zur Vermehrung

der trachealen Lymphgefäße führt, sondern auch zu einer pulmonalen Lymphgefäßpro-

liferation. Falls dies der Fall wäre, sind weitere Versuche notwendig, die zum einen die

Funktionalität der neu gebildeten Lymphgefäße überprüfen. Zum anderen wären Unter-

suchungen sinnvoll, die klären, ob die pulmonale Lymphangiogenese wie die tracheale

Lymphangiogenese medikamentös verhindert [154] oder verstärkt werden kann und wel-
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che Auswirkungen dies auf die entzündlichen Veränderungen der murinen Lunge hätte.

4.4 Mögliche Unterschiede der Mechanismen als Auslöser für die

Lymphgefäßproliferation und die Veränderungen der Blutge-

fäße bezüglich normobarer Hypoxie und einer allergischen

Atemwegsentzündung

Die vorliegenden Ergebnisse zeigen nicht nur, dass die Lymphgefäßproliferation unter

normobarer Hypoxie ausgeprägter ist als im Rahmen einer akuten allergischen Atem-

wegsentzündung, sondern auch, dass unter hypoxischen Atemluftbedingungen die Ver-

änderungen des Lymphgefäßnetzwerkes nicht in allen Teilen der Lunge gleich sind. Es

hat sich gezeigt, dass im rechten inferioren Lungenlappen nach 21 Tagen Hypoxie Ver-

bindungen zwischen dem Lymphgefäßsystem um intraacinäre Arterien und dem Lymph-

gefäßnetzwerk um Venen bestehen, was im Bereich der linken Lunge zum gleichen Hyp-

oxiezeitpunkt nie beobachtet wurde.

Ein wesentlicher Unterschied zwischen linkem und rechtem inferioren Lungenlappen in

der Maus ist das Volumen des jeweiligen Lungenlappens. Während der linke Lungenlap-

pen den ganzen linksseitigen Hemithorax einnimmt, finden sich auf der rechten Seite

vier verschieden Lungenlappen [27]. Das unterschiedliche Volumen hat zur Folge, dass

sich die pleurale Oberfläche pro Volumeneinheit zugunsten des rechten inferioren Lun-

genlappens deutlich unterscheidet, d.h. die linke Lunge besitzt pro Volumeneinheit eine

kleinere pleurale Oberfläche, weil das Verhältnis von Volumen zur Oberfläche mit Zu-

nahme des Volumens linear steigt, wenn beide Körper in etwa eine identische Form

haben. Die Oberfläche wächst hingegen nur quadratisch (x2), das Volumen aber kubisch

(x3) [117].

Dies könnte zur Folge haben, dass bei vermehrter Atemarbeit, wie sie unter hypox-

ischen Atemluftbedingungen auftritt, am rechten inferioren Lungenlappen eine stärkere

Zugkraft pro Volumeneinheit wirkt als am linken Lungenlappen. Im Bindegewebe zwi-

schen Arterien und Atemwegen hingegen ist es denkbar, dass die mechanischen Kräfte

nicht so starke Auswirkungen haben, da sie durch das lockere Bindegewebe

abgeschwächt werden. Das würde erklären, warum in diesen Bereichen kaum Lymphge-

fäßproliferation auftritt.

Für diese Vermutung spicht, dass das Lymphgefäßwachstum vor allem in subpleuralen

Bereichen stattfindet, da dort die stärkste Dehnung auftritt [108]. Zudem kommt es

unter normobarer Hypoxie zu einer Zunahme des Lungenvolumens, unabhängig von Al-

ter und Geschlecht. Dieses Phänomen ist bereits ebenfalls von unterschiedlichen Au-

toren beschrieben worden [2, 59], wobei sie als Erklärung eine Vergrößerung der Alve-

olen anführen. Diese Vergrößerung der Alveolen konnte ebenfalls im Rahmen dieser Dis-

sertation nachgewiesen werden und ist bereits aus weiteren Untersuchungen bekannt

[21].
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Es muss in diesem Zusammenhang bedacht werden, dass mechanische Kräfte durchaus

als Ursache für eine Induktion von Lungenwachstum bekannt sind [61, 62, 107]. Zu-

dem ist Hypoxie ein potenter Auslöser für eine vermehrte Atmung [19, 68] und die An-

passungsreaktionen bezüglich Frequenz und Tidalvolumen einzelner Mausstämme sind

bereits untersucht worden: Auch wenn nur kurzfristige Hypoxiezeiten verwendet wurden

[2, 20, 132], konnte dennoch gezeigt werden, dass sich Tidalvolumen, Atemfrequenz und

andere Atmungsparameter signifikant verändern. Besonders die Zunahme des Tidalvolu-

mens ist in diesem Zusammenhang zu erwähnen, repräsentiert es doch eine vermehrte

Dehnung der Lunge beim Einatmen.

Eine vermehrte Dehnung oder mechanischer Stress könnte theoretisch allerdings vor

einer Proliferation oder Vergrösserung der Alveolen zu Verletzungen führen, in diesem

Fall am ehesten zu einem Zerreißen. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde eine star-

ke Zunahme von α-SMA positiven Zellen in der Alveolarwand beobachtet. Möglicherweise

handelt es sich beim Auftreten dieser α-SMA positiven Zellen um einen Schutzmechanis-

mus der Alveolen vor zu starker Dehnung bzw. zur Stabilisierung der Alveolarwände.

Auch der zeitliche Ablauf der vermehrten α-SMA Markierung erscheint in diesem Zu-

sammenhang sinnvoll, da die stärkste α-SMA Markierung nach 7 Tagen Hypoxie auftritt,

wenn auch die Zunahme des Lungenvolumens am stärksten ist. Ein ähnlicher zeitlicher

Ablauf dieser Veränderungen ist bereits in einer anderen Studie nachgewiesen worden,

wo ebenfalls nach 7 Tagen unter normobarer Hypoxie eine vermehrte α-SMA Markierung

in den Alveolarsepten auftrat [120]. Auch andere Autoren beschreiben eine Zunahme

von α-SMA positiven Zellen in den Alveolarwänden, allerdings mit einer zeitlichen Ver-

zögerung von 6 Wochen [18]. Dies muss keinen Widerspruch zu den Ergebnissen dieser

Doktorarbeit darstellen, da die Autoren keine kürzeren Hypoxiezeiten als 6 Wochen un-

tersucht haben. Es ist also denkbar, dass die glatten Muskelzellen in den Alveolarwänden

nach 6 Wochen im Vergleich zur Kontrollgruppe vermehrt sind, aber im Vergleich zu frü-

heren Hypoxiezeitpunkten wieder rückläufig.

Sollten die Veränderungen der Alveolarsepten sowie von Blut- und Lymphgefäßen un-

ter hypoxischer Atemluft nicht primär durch eine inflammatorische Reaktion, sondern

aufgrund eines mechanischen Reizes durch vermehrte Einatmungstiefe entstehen, dann

ist es denkbar, dass die Veränderungen je nach Tidlavolumenveränderung unterschied-

lich stark ausfallen. Bezüglich dieser konkreten Fragestellung gibt in der Literatur keine

Hinweise. Tatsächlich ist aber bekannt, dass verschiedene Mausstämme unterschiedlich

starke Anpassungsreaktionen bezüglich Frequenz und Tidalvolumen zeigen, wenn auch

nur kurzfristige Hypoxiezeiten untersucht wurden [2, 20, 132]. Zudem konnte gezeigt

werden, dass die Gefäßveränderungen bei chronischer Hypoxie sehr unterschiedlich zwi-

schen den einzelnen Mausstämmen ausfallen [130]. Hier wird deutlich, dass es vor allem

im Stamm SV129 kaum Veränderungen gibt, wohingegen der Stamm FBV/NJ eine deut-

liche Zunahme des α-SMA in den Gefäßen zeigt. Passend dazu steigt unter Hypoxie

das Tidalvolumen dieses Mausstamms unter Hypoxie um das Vierfache stärker als bei

C57Bl/6 [20], wohingegen das Tidalvolumen von SV129-Mäusen im Vergleich zu den

C57Bl6 deutlich geringer ansteigt [2, 132]. Aus diesen Daten ist ersichtlich, dass also
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ein Mausstamm mit hohem Anstieg des Tidalvolumens unter Hypoxie auch stärkere

Gefäßveränderungen unter Hypoxie zeigt. Dies spricht für die Theorie, dass die Verän-

derungen wahrscheinlich nicht nur auf eine Anpassung an eine lokale Gewebehypoxie

zurückzuführen sind, sondern auch eine Anpassung an erhöhten mechanischen Stress

darstellen.

Das würde auch erklären, warum sich die Veränderungen im Rahmen einer akuten al-

lergischen Atemwegsentzündung so von den Veränderungen unter Hypoxie unterschei-

den. Möglicherweise liegen zwei unterschiedliche Mechnismen zugrunde, die die un-

terschiedlichen Ausprägungen der Veränderungen erklären: Während im Rahmen einer

akuten allergischen Atemwegsentzündung ein entzündlicher Stimulus im Vordergrund

steht, der zu einer vermehrten bzw. veränderten Gefäßmuskularisierung und einem

gesteigerten Zelltransport führt, könnte unter hypoxischen Bedingungen ein mechani-

scher Stimulus vorrangig von Bedeutung sein.

Anhand der vorliegenden Daten kann diese Annahme allerdings nicht abschließend ge-

klärt werden. Relevant wäre z.B. eine Untersuchung von strukturellen Veränderungen in

Tieren, die nicht aufgrund einer Hypoxie zu vermehrter Atemarbeit gezwungen werden,

sondern z.B. durch eine Kohlendioxid-induzierte, dauerhafte Hyperventilation. Denkbar

wäre ebenfalls ein Versuch mit unterschiedlichen Mausstämmen, die bezüglich ihres At-

mungsverhaltens unterschiedlich auf chronische Hypoxie reagieren. So könnte weiter

geklärt werden, ob die Lymphgefäßproliferation und die veränderte Muskularisierung

von Blutgefäßen, Ductuli alveolares und Alveolen tatsächlich durch einen mechanischen

Stimulus entstehen und nicht durch eine lokale Hypoxie im Gewebe.
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5 Zusammenfassung

Eine suffiziente Sauerstoffaufnahme in den Organismus ist Voraussetzung für die Auf-

rechterhaltung aller Stoffwechselvorgänge. Hypoxische Bedingungen durch einge-

schränkte Atemfunktion oder aber durch verminderten Sauerstoffgehalt in der Atem-

luft führen deshalb zu einer Reihe von Anpassungsreaktionen, unter anderem die Lunge

selbst betreffend. Hierbei kommt es nach längerer Hypoxie-Exposition zu strukturellen

Veränderungen, vor allem die pulmonalen Blutgefäße betreffend, mit kontinuierlichem

Fortschreiten der Muskularisierung von proximal nach distal sowohl an Arterien als auch

an Venen. Ähnliche Veränderungen können im Rahmen einer akuten allergischen Atem-

wegsentzündung nach HDME-Stimulation beobachtet werden, allerdings unterscheiden

sich die Veränderungen bezüglich der Morphologie der glatten Muskelzellen stark.

Bisher beschränkten sich die Kenntnisse bezüglich der pulmonalen Strukturen im Rah-

men einer Hypoxie oder einer akuten allergischen Atemwegsentzündung auf Atemwege

und Blutgefäße. Im Rahmen dieser Doktorarbeit sind nun erstmals die Veränderungen

des pulmonalen Lymphgefäßsystems unter hypoxischen Bedingungen und bei einer aku-

ten allergischen Atemwegsentzündung untersucht worden. Hierfür konnte eine valide

Quantifizierungsmethode für pulmonale Lymphgefäße entwickelt und etabliert werden.

So ist die ausgeprägte Lymphangiogenese in der murinen Lunge unter normobarer Hyp-

oxie 10 % O2 erstmals quantifiziert worden und mit den quantitativen Veränderungen des

Lymphgefäßsystems im Rahmen einer akuten allergischen Atemwegsentzündung objek-

tiv verglichen werden. Es zeigte sich, dass es unter hypoxischen Bedingungen etwa zu ei-

ner Vervierfachung der Lymphgefäßzahl und ausgeprägter Netzwerkbildung der Lymph-

gefäße vor allem um die Venen kommt, wohingegen im Rahmen einer akuten allergi-

schen Atemwegsentzündung kein signifikanter Anstieg der Lymphgefäßanzahl, sondern

nur ein vermehrtes Aufkommen von Lymphozyten im Lungenparenchym nachgewiesen

werden konnte.

Die Unterschiede zwischen den Veränderungen von murinen pulmonalen Strukturen im

Rahmen einer allergischen Atemwegsentzündung und normobarer Hypoxie sind also

möglicherweise darauf zurückzuführen, dass nicht, wie bisher angenommen, in beiden

Fällen eine lokale Entzündungsreaktion ein Remodeling induziert. Vielmehr deuten die

Ergebnisse der vorliegenden Arbeit darauf hin, dass eine veränderte Atemmechanik bei

hypoxischer Atemluft die strukturellen Veränderungen verursacht, dass also primär nicht

die lokale, sondern die globale Hypoxie in der murinen Lunge zu einer Anpassung von

Blut- und Lymphgefäßen führt. Zudem konnte nachgewiesen werden, dass unter hypox-

ischen Bedingungen das Volumen der linken Lunge zunimmt und eine Expression von

glattem Muskelaktin in den Alveolarwänden auftritt.

Die Unterschiede in der Stärke der Lymphgefäßproliferation im Vergleich zwischen ent-

zündlicher Grunderkrankung und Hypoxie lassen einen unterschiedlichen Mechnismus

bzw. eine unterschiedliche Ursache vermuten, die zur Ausschüttung lymphangiogeneti-

scher Faktoren führt.
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A Erklärung über die Genehmigung der Tierversuche

Die Tierversuche im Rahmen des Hypoxiemodells wurden durch das Regierungspräsidi-

um Giessen am 28.08.2000 unter dem Aktenzeichen GI20/10-Nr.22/2000 und am 28.11.2003

unter dem Aktenzeichen GI20/10-Nr.49/2003 genehmigt.

Die Tierversuche zur Erzeugung einer allergischen Atemwegsentzündung wurden durch

das Regierungsministerium Giessen am 28.10.2010 unter dem Aktenzeichen V 54 -19 c

20-15(1) MR 20/13-Nr. 21/2010 genehmigt.

Die Tötung von Mäusen mit folgender Organentnahme zu wissenschaftlichen Zwecken

wurde durch das Ministerium für Umwelt, Naturschutz und Landwirtschaft des Landes

Schleswig-Holstein unter den Tiertötungsgenehmigung 23/A13/07 V 312-72241.122-1

(7-1/07) am 15.02.2007 und 23/A16/09 V 312-72241.122-1 am 11.12.2009 genehmigt.
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