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   1. Einführung 

1.1 Klinisch-genetische Klassifikation von CMT 

Die Charcot-Marie-Tooth Neuropathien (CMT) umfassen häufige, vererbbare 

Erkrankungen des peripheren Nervensystems mit einer Prävalenz von 1:2500 (Skre, 

1974). Klassische klinische Kennzeichen der CMT- Neuropathien sind eine zwischen 

dem zehnten und zwanzigsten Lebensjahr beginnende distale Muskelschwäche und 

Atrophie zunächst der Beine. Weiterhin werden Fußdeformität (Pes cavus), 

herabgesetzte oder fehlende Muskeleigenreflexe, geringe bis mäßig ausgeprägte 

Störungen der Oberflächen- und Tiefensensibilität sowie später auch distale 

Muskelatrophien und Schwäche der oberen Extremitäten  beschrieben (Abbildung 1). 

Sensorische Symptome wie Parästhesie oder Schmerzen sind generell nicht typisch für 

das CMT Syndrom, obwohl eine aktuelle Studie (Gemignane et al., 2004) über 

Patienten mit sensorischer Symptomatik berichtet. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 1. Beine, Füße und Hände eines Patienten mit CMT. Pes Cavus,  

krallenartige Finger, Muskelatrophien der unteren und oberen Extremitäten  

(Kuhlenbäumer et al., 2002).  
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Nach Erstbeschreibungen im Jahre 1886 durch Charcot und Marie in Frankreich und 

Tooth in England wurde bald deutlich, daß CMT ein klinisch und genetisch heterogenes 

Syndrom ist. Später wurden ähnliche hereditäre Neuropathien, wie das besonders 

schwere Dejerine-Sottas Syndrom (1893) sowie Roussy-Levy Syndrom (1926), mit 

zusätzlichem Tremor und Ataxie charakterisiert. Heute wird das Roussy-Levy Syndrom 

als eine Variante von CMT (CMT1A oder CMT1B) angesehen (Shy et al., 2002).  

Mitte des zwanzigsten Jahrhunderts haben elektrophysiologische Methoden 

(Neurographie) und Biopsien, besonders des Suralisnerven, zusätzlich zur Klinik und 

Charakterisierung des Erbganges, zur weiteren Differenzierung von CMT geführt. Der 

Typ CMT1 umfaßt Patienten, die elektrophysiologisch stark verzögerte distale 

Latenzen und eine deutlich verlangsamte Nervenleitgeschwindigkeit (NLG) aufweisen 

(Dyck und Lambert, 1968).  Unter CMT2 werden Patienten geführt, bei denen diese 

Parameter entweder normal oder geringfügig verändert sind, die jedoch eine 

Verminderung der Amplituden der Muskelsummenpotentiale und 

Muskelmotoreinheiten aufweisen (Bromberg et al., 2003; Lawson et al., 2003). Die 

derzeitig festgelegte Grenze der Nervenleitgeschwindigkeit von CMT1 und CMT2 liegt 

bei 38 m/s NLG (Harding und Thomas, 1980; Wrabetz et al., 2003a; Kraup, 2003). 

Morphologisch fanden sich bei der ersten Gruppe (CMT1) vorwiegend Zeichen von 

Myelinschäden (De- und Remyelinisierung, Zwiebelschalenformationen) während die 

zweite Gruppe (CMT2) durch axonale Schädigung charakterisiert ist (Dyck, 1966). Die 

CMT1 ist heute in 60-70% Patienten mit CMT vertreten (Zhou und Griffib, 2003; 

Wrabetz et al., 2003a). 

Demyelinisierung und axonale Pathologie sind eng miteinander verbunden, da die 

Myelinscheide sehr wichtig für die Erhaltung der Struktur und Funktion des Axons ist 

(Martini, 2001). Deswegen treten im histopathologischen Erscheinungsbild von CMT 

Leitstrukturen der Demyelinisierung und der axonalen Schädigung fast immer 

gemeinsam auf.    

Die Vielfalt der klinisch-morphologischen und elektrophysiologischen Daten sowie der 

Typen des Vererbungsmodus verlangte eine ausführlichere Klassifikation von CMT 

und anderer hereditärer Neuropathien. Im Jahr 1993 schlug Dyck eine vorwiegend 

klinische Unterteilung der hereditären motorisch-sensiblen Neuropathien (HMSN) in 

sieben verschiedene Subtypen vor. HMSN I und HMSN II sind heute in der Literatur 
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Synonyme für die Charcot-Marie-Tooth Krankheit Typ 1 und 2 (CMT1 und CMT2). In 

der vorliegenden Arbeit wird vorwiegend der Begriff „CMT“ verwendet. In der 

Literatur wird HMSNIII (oder CMT3) als eine equivalente Bezeichnung für das 

Dejerine-Sottas Syndrom verwendet (Zhou und Griffin, 2003; Wrabetz et al., 2003a). 

Diese schwere Neuropathie ist durch früheren Beginn (vor dem Erreichen des zweiten 

Lebensjahres) charakterisiert, sowie durch generalisierte Muskelschwäche und sehr 

langsame Nervenleitgeschwindigkeit  (üblicherweise < 10 ms/m). Im peripheren 

Nerven findet man ausgeprägten Verlust von myelinisierten Axonen, mehr 

Zwiebelschalenformationen als bei CMT1 und CMT2 und Hypomyelinisierung. Die 

Klassifikationseinheiten HMSN IV-VII (Polyneuropathien mit zusätzlichen 

Symptomen) nach Dick (1993) sind HMSN V mit spastischer Paraparese, HMSN VI 

mit optischer Atrophie und HMSN VII mit Retinitis pigmentosa. Dies sind eher seltene 

Subformen der CMT (Auer-Grumbach et al., 1999; Kuhlenbäumer et al., 2002). HMSN 

IV wird auch als Refsum Krankheit bezeichnet. Diese Erkrankung tritt bei einer 

Speicherstörung von Phytansäure auf und ist durch Polyneuropathie, zerebelläre Ataxie 

und Retinitis pigmentosa charakterisiert. Heute betrachtet man die Refsum Krankheit 

als eine angeborene Neuropathie außerhalb der Gruppe der CMT Neuropathien (Reilly 

und Hanna, 2002). Zusätzlich klassifizieren Zhou, Griffin (2003) und Wrabetz et al. 

(2003a) als CMT4 autosomal rezessive Fälle von CMT mit schweren sensomotorischen 

Defiziten in Kombination mit anderen Symptomen wie Fuß- Deformationen (CMT4A 

und CMT4C), Schwäche der Gesichtsmuskulatur (CMT4B) oder Hörverlust (CMT4B 

und CMT4D). NLGs dieser Patienten weisen unterschiedliche Ergebnisse auf. Das 

morphologische Bild der peripheren Nerven beinhaltet üblicherweise ausgeprägte 

Demyelinisierung, axonalen Verlust und häufig Anzeichen der Hypermyelinisierung.  

Reilly und Hanna (2002) betrachten CMT3 und CMT4 dennoch als Subtypen von 

CMT1.  

Ebenso sind  andere angeborene Erkrankungen der peripheren Nerven bekannt, die 

nicht unter die Klassifikation der CMT fallen, so z.B. vorwiegend sensible (HSN), 

sensible/ autonome (HSAN) und motorische (HMN) Neuropathien (Dyck, 1993; 

Harding, 1993; Windebank, 1993; Stögbauer at el., 1998; Reilly und Hanna, 2002).  

 Durch Fortschritte im Bereich der Neurogenetik konnten im Laufe der letzten Jahre die 

für die Erkrankung relevanten Gene identifiziert werden. Am Anfang der 90-er Jahre 

des letzten Jahrhunderts wurden die Mutationen charakterisiert, die den häufigsten 

Subtypen von CMT1 (Tabelle 1) unterliegen, wie PMP-22 Duplikation in Patienten mit 
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CMT-1A (Timmermann et al., 1990; Lupski et al., 1992), Mutationen im P0 Gen bei 

CMT-1B (Hayasaka et al., 1993) und im Cx32 Gen bei CMT-1X (Bergoffen et al., 

1993).  

 

Tabelle 1. Die Prävalenz der häufigsten klinischen Typen von CMT in allen CMT-

Fällen (nach Zhou und Griffin, 2003; Wrabetz et al., 2003a). 

CMT1 Subtyp 
Prävalenz unter allen CMT1-

Fällen 

CMT1A 75-85% 

CMT1B <10% 

CMT1X 7-10% 

 

 

Später wurden zwölf weitere Gene, deren Mutationen seltenere Varianten von CMT 

verursachen können, identifiziert (Tabelle 2). Für die ganze Gruppe der hereditären 

peripheren Neuropathien sind insgesamt 24 Gene beschrieben. Weiterhin sind heute 

mindestens 30 chromosomale Kandidaten- Loci bekannt (die neuesten Erkenntnisse 

hierzu  finden sich unter http://www.molgen.ua.ac.be/CMTMutations). Weiterhin wird 

über CMT Patienten mit bisher unbekannten Mutationen berichtet (Lus et al., 2003). 

Die neu entdeckten Mutationen und Gene verlangten eine weitere Überarbeitung der 

CMT Klassifikation. In der aktuellen Klassifikation wurde die Unterteilung von CMT 

in die Haupttypen CMT1 und CMT2 beibehalten (Reilly und Hanna, 2002; Young und 

Suter, 2003; Zhou und Griffin, 2003; Wrabetz et al., 2003a). Jeder Haupttyp, bei dem 

Demyelinisierung (CMT1) oder axonale Beschädigung (CMT2) dominieren, enthält je 

nach betroffenem Gen zahlreiche Subvarianten.  
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Tabelle 2. Bekannte Gene, deren Mutationen zu unterschiedliche Varianten der CMT 

führen, und zelluläre Lokalisation der relevanten Genprodukte (Reilly, 2002; Young 

und Suter, 2003; Zhou und Griffin, 2003; Wrabetz et al., 2003a; Evgrafov et al., 2004)  

Gen Chromosom Phänotyp Zelluläre Lokalisation 
PMP-22 (peripheral myelin 
protein);  

17 
 

CMT1A, 
DSS,  
HNPP  

Kompaktes Myelin 

Protein P0, P0, MPZ 1 CMT1B, 
DSS, CH, 
CMT2  

Kompaktes Myelin 

Cx32 (Connexin 32) or GJB1 
(gap junction protein B1)  

X CMT1X Nicht kompaktes Myelin, gap 
junctions 

L-periaxin 19 CMT1F, 
DSS 

Ab/Ad-axonale Membran 

EGR2 (early growth 
response)/murines Krox20 
(Krüppel-associated  box-
containing (zink finger) gen) 

10 CMT1X, 
HNPP, 
DSS, CH 

Schwann’sche Zellen, Nukleus  

MTMR-2 (myotubularin 
related protein) und MTMR-
13 (myotubularin related 
protein) 

11 CMT4B1 
CMT4B2 

Zytoplasma von 
Schwann’schen Zellen und 
Neuronen 

LITAF (liposaccharide-
induced TNF-alfa factor) 

16 CMT1C Neuronales lysosomales 
Protein, auch in Lymphozyten 

RAB7 (Rab Familie von 
RAS-GTPasen) 

3 CMT2B Vesikulärer Transport  

NEFL (neurofilament-light 
chain) 

8 CMT2E Neurofilamente 

KIF1b (kinesin isoform 1B 
(alpha and beta) 
 

1 CMT2A Microtubuli-aktivierende 
ATP-ase, „Motor“ des 
Microtubu-lären Transportes, 
bei dem Mikrotubuli als 
„Schienen“ dienen 

HSPB1/HSP27 (27-kDa 
small heat-shock protein B1) 

7 CMT2 Zytoplasma 

GDAP1 (ganglioside induced 
differentiation associated 
protein) 

8 CMT4A Unbekannt 

LMNA (Lamin A/C) 1 CMT2A 4 Isoformen, Zellkernhülle  
NDRG1 (N-myc downstream 
regulated gene) 

8 CMT4D adherent junctions in 
myelinisierenden Schw. Zellen 

HNPP, hereditary neuropathy with a liability to develop pressure palsies; DSS, 

Déjérine-Sottas Syndrom; CH, kongenitale Hypomyelinisierung 
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1.2. Tiermodelle in der Pathogeneseforschung  von CMT 

Obwohl inzwischen zahlreiche Gene und Mutationen für erbliche Neuropathien 

identifiziert wurden, sind die Mechanismen der Pathogenese hereditärer Neuropathien 

noch nicht bekannt. Mausmodelle von CMT sind bei dieser Fragestellung von großem 

Wert für die Aufklärung der Pathomechanismen und Erarbeitung möglicher 

Behandlungsstrategien dieser bisher unheilbaren Krankheitsformen. Derzeit existieren 

Knockout- Mausmodelle für Mutationen in acht bekannten CMT Genen, darunter 

peripheres Myelinprotein-22 (PMP-22), Myelin Protein Zero (P0), Connexin-32 

(Cx32), Periaxin,  early growth response 2 (EGR2/Krox20),  Lamin A/C (LMNA), 

Kinesin Isoform 1B  (KIF1b) und neurofilament-light chain (NEFL). Weiterhin wurden 

transgene Mäuse hergestellt, die eine unterschiedliche Anzahl von zusätzlichen Kopien 

des PMP-22 und P0 Gens exprimieren oder verschiedene Punktmutationen von PMP-

22, P0 und Cx32 Genen aufweisen. Bei diesen sind, ähnlich der humanen CMT, 

unterschiedliche pathomorphologische Phänotypen von peripheren Nerven wie 

vorwiegende Demyelinisierung, axonaler Verlust u. a. nachweisbar  (Wrabetz et al., 

2003b). 

Wir haben uns auf die Pathomechanismen des demyelinisierenden Haupttyps von CMT 

(CMT1), der mehr als 80% aller CMT Fälle bildet, konzentriert. Die vorliegende Arbeit 

beschäftigt sich mit der Pathogenese von CMT1B und CMT1X.  

 

1.2.1. P0-heterozygote Mäuse als Modell von CMT1B 

CMT1B ist die erste CMT Variante, bei der die chromosomale Lokalisation der 

Mutation festgestellt werden konnte (Bird et al., 1982). Derzeit sind mehr als 100 

Punktmutationen des P0 Gens bekannt. In Abbildung 2 sind diese Mutationen am 

Proteinmodell dargestellt und entsprechend der Prävalenz ihrer klinischen 

Manifestation aufgeschlüsselt: CMT1B (50-60%) > Dejerine-Sottas Syndrom und 

kongenitale Hypomyelinisierung (20-25%) > CMT2 (10-15%) > polymorphe klinische 

Subtypen (<10%) (http://molgen-www.uia.ac.be/CMT Mutation). 

Das Glykoprotein P0 besteht aus 148 Aminosäurenresten (vor Einbau in die 

Myelinschicht verliert das Protein die Signalsequenz von 29 Aminosäuren) und wird in 

extrazelluläre, intrazelluläre und Transmembrandomänen unterteilt (Abbildung 2).  

 

http://molgen-www.uia.ac.be/CMT


 7  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

P0 gehört zur Immunglobulinsuperfamilie. Das ca. 30 kDa schwere P0 Molekül 

interagiert als homophiles Zelladhäsionsmolekül mit sich selbst und mit PMP22 

(D’Urso et al., 1999). P0 ist wichtig für die Kompaktierung der Myelinlamelle 

(Schneider-Schaulies et al., 1990; Martini, 1994; Martini et al., 1995b). Ein Tetramer 

der extrazellulären P0 Domänen nimmt an der Formation der „intraperiod myelin line“ 

teil, die intrazelluläre P0 Domäne ist an der Formation der „major dense line“ beteiligt 

(Shapiro et al., 1996; Inoue et al., 1999). Gleichzeitig spielt P0 eine wesentliche Rolle 

bei der Mylinerhaltung (Martini and Schachner, 1997) und bei 

Signaltransduktionvorgängen (Xu et al., 2001).  

P0 defiziente Mäuse wurden ursprünglich hergestellt um die Funktion dieses 

Myelinproteins in vivo zu charakterisieren (Giese et al., 1992). Homozygote P0 knock-

Abbildung 2.  Die zu CMT und CMT-artigen Neuropathien führenden Mutationen 

des P0 Gens (Shy et al., 2004) 
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out (P0-/-) Mäuse zeigen ein schweres klinisch-morphologisches Bild mit früherem 

Beginn der Neuropathie,  das auch beim DSS gefunden wird, wohingegen heterozygote 

P0-defiziente (P0+/-) Mäuse eine wesentlich mildere Neuropathie entwickeln, die mit 

manchen CMT1B Formen zu vergleichen ist (Giese et al., 1992; Martini et al., 1995a; 

Martini, 1999). 

Die typischen histopathologischen Anzeichen der peripheren Neuropathie in P0-

heretozygoten (P0+/-) Mäusen sind De- und Remyelinisierung sowie 

Zwiebelschalenformationen in peripheren Nerven (Abbildung 3). Diese Merkmale 

nehmen mit zunehmendem Alter zu (Martini et al., 1995a; Martini, 1997).  

Abbildung 3. Demyelinisierte, dünn/remyelinisierte Nervenfasern,  

Zwiebelschalen-formation in peripheren Nerven von Patienten mit CMT1B (n. 

Suralis,  A von Hattori et al., 2003; B von Lagueny et al., 2001) und von P0+/- 

Mäusen (n. Quadriceps, C, D). Überzählige Schwann’sche Zellen als 

Zwiebelschalenformation (B,D). Balken A 30 µm, B 1,5 µm, C  5µm, D 2 µm,  

. 

 

 

 A 

D C 
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Die P0+/- Mäuse zeigen bis zum Alter von 2-3 Monaten eine normale Myelinbildung 

und entwickeln später neuropathische Veränderungen. Im Alter von 5-7 Monaten sind 

in P0+/- Mäusen dann elektrophysiologische Anzeichen der peripheren Neuropathie wie 

Verlängerung der F-Wellen Latenzen nachweisbar (Zielasek et al., 1996). Ähnliche 

Symptome sind generell typisch für humane CMT1B Neuropathie, unabhängig von der 

zugrundeliegenden P0 Punktmutation (Martini, 1997; Hattori et al., 2003; Krarup, 

2003; Wrabetz et al., 2003a). 

 

1.2.2. Cx32-defiziente Mäuse als Modell von CMT1X 

Eine der, nach CMT1A, häufigsten Subformen von CMT1 ist CMT1X, die 7-10% der 

CMT1 Fälle stellt (Tabelle 2).  

Connexin 32 (Cx32 oder gap junction Protein B1, GJB1) ist das erste klonierte 

Connexin (Paul, 1986) unter 19 murinen und 20 humanen derzeit bekannten 

Connexinen (Willecke et al., 2002). Das Cx32 Gen ist in Mammalia hochkonserviert 

(Scherer and Paul, 2003). Cx32 wird in der Leber exprimiert, aber auch in anderen 

Geweben wie Niere, Darm, Lunge, Milz, Magen, Pankreas, Gehirn (in 

Oligodendrozyten und möglicherweise in manchen Neuronen) und in myelinisierenden 

Schwann’schen Zellen (Scherer et al., 1995). Das Cx32 Gen hat drei Promotoren, deren 

Aktivierung vom Zelltyp abhängig ist. Die Transkription von Cx32 ist eng mit den 

Transkriptionsfaktoren EGR2 und SOX10 verknüpft (Bondurand et al., 2001), beide 

werden in Schwann’schen Zellen exprimiert, während in Oligodendrozyten nur SOX10 

exprimiert wird (Kuhlbrodt et al., 1998). Im Nervensystem werden zwei Connexine 

exprimiert, Cx32 und Cx29. Im PNS ist vorwiegend Cx32 zu finden, im ZNS sind 

beide Connexine ähnlich exprimiert (Scherer and Paul, 2003). Im ZNS kann das Cx29 

angeblich die Funktion vom Cx32 übernehmen, weshalb eine zentrale Symptomatik bei 

Mutationen des Cx32 Gens weniger auffällig ist (Kleopa et al., 2002).  

Das Molekül von Cx32 besteht aus 283 Aminosäureresten und beinhaltet jeweils eine 

extrazelluläre, intrazelluläre und vier transmembrane Domänen. Die Funktion von 

Connexin ist die Formation von Kanälen (Connexonen) in sog. „gap junctions“ 

zwischen benachbarten Zellen. Sechs Connexin Moleküle formieren ein 

transmembranes Connexon, das zusammen mit einem Connexon der 

gegenüberliegenden Zellmembran Kanäle ausbildet, wodurch Ionen und 
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niedermolekulare Moleküle bis zu einer Größe von 1 kDa von Zelle zu Zelle gelangen 

können (Bruzzone et al., 1996). 

Im Gegensatz zu P0 ist Connexin32 in Nervensystem im unkompakten Myelin 

paranodal und in den Schmidt-Lanterman Inzisuren lokalisiert (Scherer et al., 1995; 

Balice-Gordon, et al., 1998). Vermutlich formiert Connexin die radialen Wege durch 

die Myelinscheide, die eine direkte Verbindung zwischen Schwannzellsoma und den 

am weitesten „distal“ gelegenen  zytoplasmatischen Fortsätzen (sog. „periaxonal 

collar“) bilden (Scherer et al., 1995). 

Die Verbreiterung des adaxonalen Schwann Zell-Zytoplasmas kann deshalb als 

spezifischer Ausdruck der Cx32 Mutation betrachtet werden, da sich auf diese Weise 

die Kanalproteinsdysfunktion mit veränderten Diffusionswegen  manifestiert. 

Möglicherweise hat Cx32 noch andere Funktionen, da manche Mutationen von Cx32, 

die CMT1X verursachen, in vitro in Zellkulturen komplett funktionstüchtige Kanäle 

formieren (Castro et al., 1999; Abrams et al., 2001).  

Da das Cx32 Gen X-chromosomal lokalisiert ist, sind Männer meist deutlich schwerer 

betroffen als Frauen. Suralisbiopsien zeigen zusätzlich zu De- und Remyelinisierung 

und Zwiebelschalenformation so genannte axonale Bündel als Anzeichen von axonaler 

De- und Regeneration. Darüber hinaus zeigen sie eine typische axonopathische 

Veränderung mit Auftreibung des adaxonalen Schwannzell-Zytoplasmas, so genannte 

verbreiterte periaxonale Schwann’zelluläre Fortsätze (Sander et al., 1998; Birouk et al., 

1998; Hahn et al., 2001).    

Für das Mausmodell von CMT1X wurden Cx32-defiziente (Cx23def) Mäuse als 

klassische knock-out Mäuse hergestellt (Nelles et al., 1996). Obwohl diese Mäuse keine 

offensichtlichen klinischen Abnormalitäten zeigen (Nelles et al., 1996), ähnelt das 

pathomorphologische Bild der peripheren Nerven (Abbildung 4, 6) humanen CMT1X 

Biopsien (Anzini et al., 1997; Martini, 1997; Scherer, 1998; Wrabetz et al, 2003b; 

Young und Suter, 2003).  

Obwohl das Protein Cx32 sich strukturell, funktionell und hinsichtlich der Lokalisation 

im Myelin von P0 unterscheidet, weisen der Verlauf und das morphologische Bild der 

peripheren Neuropathie in entsprechenden Myelinmutanten gemeinsame Eigenschaften 

auf. Ähnlich zu den P0+/- Mäusen, zeigen die Cx32def Myelinmutanten zuerst normale 

Myelinformation, aber ab einem Alter von 3-4 Monate entwickelt sich die Pathologie 

vorwiegend motorischer Nerven. Spezifisch für die Cx32def Mäuse sind verbreiterte 
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periaxonale Schwann’zelluläre Fortsätze und axonopathische Anzeichen wie axonale 

Degeneration und regenerierende axonale Bündel. 

Beim Vergleich von pathomorphologischen Phänotypen der humanen CMT und ihrer 

murinen Modelle muß man berücksichtigen, daß in Menschen mit hereditären 

Neuropathien pathomorphologische Untersuchungen von peripheren Nerven aus 

ethischen Gründen vorwiegend in den rein sensorischen Ästen des N. ischiadicus (N. 

suralis oder N. peroneus superficialis) durchgeführt werden. Die Erkenntnisse über die 

Morphologie von motorischen Nerven bei CMT sind sehr gering.  Oda et al. (1990) 

fanden in motorischen Muskelnerven der Patienten mit HNPP ähnliche pathologische 

Anzeichen wie bei Suralisbiopsien.  Hahn und Kollegen (2000, 2001) haben 

pathologische Veränderung des sensorischen N. peroneus superficialis und des 

motorischen N. peroneus profundus in Patienten mit CMT1X beschrieben. Die 

Abbildungen 4A und 4B zeigen, daß motorische Nerven in betroffenen Menschen ein 

zumindest ähnlich schweres pathomorphologisches Bild wie sensorische Nerven 

aufweisen.   

In Mäusen kann man eine eingehendere Untersuchung des PNS durchführen. Sowohl in 

P0+/-, als auch in Cx32def Mäusen, sind vorwiegend motorische Nervenfasern betroffen. 

Je mehr motorische Axone ein Nerv enthält, desto mehr morphologische Anzeichen der 

Neuropathie sind nachweisbar: Ventrale Spinalwurzeln (fast ausschließlich 

Motoraxone) > Quadricepsnerv (gemischter Nerv, 40-45% motorische Axone) > 

Ischias- und Plantarnerven (gemischte Nerven, 12-15% motorische Axone) > 

Saphenusnerv und dorsale Spinalwurzeln (rein sensorisch). Warum das „sensorische“ 

Myelin unter diesen Bedingungen weniger betroffen ist, ist unklar.  
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Abbildung 4. Demyelinisierte, dünn/remyelinisierte   Nervenfasern,  Zwiebelschalenformation,  

axonale Bündel (E,F) und verbreiterte periaxonale Schwann’zellüläre Fortsätze (D) in 

peripheren Nerven von Patienten mit CMT1X  (sensorischer N. peroneus superficialis (A von 

Hahn et al., 2000, D von Hahn et al. 1990,  E  von Vital et al., 2001) und motorischer N. 

peroneus profundus (B von Hahn et al., 2000); N. Quadriceps (C) und  motorischer  Spinalwurzel 

(F) von Cx32def Mäusen.  Balken A,B – 10 µm, C – 20µm, D,E – 2 µm, F – 4 µm.  

 

D 

C F 
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1.3. Faktoren, die den Schweregrad der CMT Neuropathie bedingen 

und modulieren 

Periphere Neuropathien können die verschiedensten Ursachen haben, wie z.B. 

Autoimmunität (Guillain-Barre Syndrom, CIDP), metabolische (Diabetes, 

Hypothyreoidismus, Leberpathologie, u.a.) und infektiöse (Diphtherie, Lepra, 

AIDS/HIV und u.a.) Erkrankungen sowie mitochondrialen Zytopathien (MHGIE 

Syndrom:  myopathy, neuropathy, gastro-intestinal (patholody), encephalopathy oder  

NARP Syndrom: neuropathy, ataxia, retinitis pigmentosa). Zu peripheren Myelin- 

und/oder Axonenschäden führen auch ionisierende Strahlung und Vergiftung durch 

mehr als 100 Substanzen (Blei, Tellur u.a., oder Medikamenten wie Amiodaron, Vinca 

Alkaloide u.a.).  

In unserer Arbeit haben wir uns auf diejenigen pathologischen Mechanismen 

konzentriert, die mit zugrundeliegenden Myelinmutationen verbunden sind. 

 

1.3.1. „Toxic gain of functions“ verursachen meist schwere neuropathische 

Veränderungen 

Im Vergleich zu P0+/- Mausmutanten weisen Menschen mit CMT1B oft ein schwereres 

klinisches Bild der Neuropathie auf (Martini et al., 1995a; Martini, 1997). P0+/- Mäuse 

exprimieren nur 50% der normalen Menge des P0 Proteins. Im Gegensatz dazu wird bei 

den meisten menschlichen P0 Punktmutationen zusätzlich zum normalen P0 Protein 

auch die mutierte Version von P0 exprimiert. Nur bei einer bekannten humanen 

Mutation, die zu einer Verschiebung des P0 Leserasters führt, verliert das mutierte 

Allel seine Funktion (Warner et al., 1996). In diesem Fall zeigen sich größere 

phänotypische Ähnlichkeiten der Pathologie zwischen Patienten und P0+/- Mäusen. Die 

meisten humanen P0 Mutationen führen zu Phänotypen unterschiedlicher Ausprägung 

der Krankheit (CMT1B, Dejerine-Sottas Syndrom, kongenitale Hypomyelinisierung, 

CMT2) was durch das abnorme Genprodukt im Sinne eines „toxic gain of function“ 

bedingt wird (Hayasaka et al., 1993; Kirschner und Saavedra, 1994; Wong und Filbin, 

1996). Wir haben dieses Phänomen auch in einem der ersten molekular „identischen“ 

Modelle der CMT1B beobachtet (Ile106Leu; Rühnker et al., 2004), das der humanen 

Erkrankung (Gabreëls-Festen et al., 1996) weitgehend entspricht.  
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Die Überproduktion von P0 (Wrabetz et al., 2000; Yin et al., 2000) oder PMP-22 

(Magyar  et al., 1996; Sereda et al., 1996; Huxley et al., 1998; Perea et al., 2001) in 

transgenen Mäusen kann auch das komplexe Netz von Synthese, Transport, 

Lokalisation und Degradation von Myelinkomponenten stören und zur Entwicklung der 

peripheren Neuropathie führen. In Menschen ist die Überexpression von PMP-22 eine 

der häufigsten Ursachen von CMT.  

Vermutlich existieren noch weitere Faktoren, die epigenetisch den Schweregrad der 

CMT Neuropathie beeinflussen. Diese Annahme gründet sich u.a. auf die Existenz von 

deutlichen phänotypischen Unterschieden in Verwandten mit derselben Mutation wie 

bei CMT1B (Marques et al., 1999, Donaghy et al., 2000),  CMT1A (Thomas et al., 

1997; Ginsberg et al., 2004) und CMT1X (Gutierrez et al., 2000; Kuntzer, 2003).  

 

1.3.2. Myelinmutationsbedingte Immunreaktionen als Modulator des genetischen 

Defekts 

In Mausmodellen von CMT1B wurde gezeigt, daß das Immunsystem den Schweregrad 

der peripheren hereditären Neuropathie beeinflusst (Abbildung 5; Schmid et al., 2000; 

Carenini et al, 2001; Mauerer et al., 2001). In P0+/- Mäusen ist im Alter von 3-4 

Monaten, zusammen mit den ersten histologischen Anzeichen der peripheren 

Neuropathie, auch der Anstieg von Makrophagen in den betroffenen Nerven 

nachweisbar. Einige Monate später, mit Zunahme der Neuropathie, steigt auch die 

Anzahl von CD8+ T-Zellen; CD4+ T-Zellen sind jedoch in peripheren Nerven von P0+/- 

Mäusen kaum zu finden (Shy et al., 1997;  Schmidt et al., 2000; Carenini et al., 2001; 

Martini und Toyka, 2004). Die Verkreuzung von P0+/- Mäuse mit Mutanten, die keinen 

Macrophage colony stimulating factor (MCSF) exprimieren können (Yoshida et al., 

1990; spontane Mutation, sogenannte „osteopetrotische“ Mäuse), oder mit Mutanten, 

die keine reifen Lymphozyten generieren (gentechnisch hergestellte Recombinant-

activating gene–1 knock-out Mäuse, RAG-1-/-; Mombaerts et al., 1992), führte zu einer 

deutlichen Abmilderung der peripheren Neuropathie in Doppelmutanten im Vergleich 

zu P0+/- Mäusen mit intaktem Immunsystem. Wenn bei RAG-1-defizienten/P0+/- 

Doppelmutanten  ein Knochenmarkstransfer von Wildtyp-Mäusen durchgeführt wurde, 

war der Schweregrad der Pathologie im peripheren Nerven ähnlich zu dem von P0+/- 

Mäusen mit intaktem Immunsystem (Abbildung 5E, F; Mäurer et al., 2001). 
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Abbildung 5. P0+/- Mäuse mit inkompetentem Immunsystem (b,d,f) weisen deutlich 

abgemilderte periphere Neuropathie im Vergleich zu den P0+/- Mäusen mit intaktem 

(a,c) oder rekonstituiertem Wildtyp (e) Immunsystem auf.  

a-d - Quadricepsnerven von P0+/- Mäusen mit intaktem Immunsystem (a,c), und von 

P0+/-/MCSF-/- (b) und P0+/-/RAG-1-/- (d) Doppelmutanten;  

e,f – ventrale Spinalwurzeln von P0+/-/RAG-1-/- Doppelmutanten nach einer 

Rekonstitution von Wildtyp- (e) und RAG-1-/- (f) Knochenmark.  

Carenini et al., 2001 (a,b);  Schmid et al., 2000 (c,d), Mäurer et al, 2001 (e,f).  

Balken  a, b 5 µm, c, d 20 µm e,f 10µm. 

 

 e f 

a b 



 16  

Die Rolle von άβ-T-Zellen für die Ausprägung der Neuropathie in P0+/- Mäusen war 

von Schmid und Kollegen (2000) mit T-Zell-Rezeptor-ά defizienten/P0+/- 

Doppelmutanten gezeigt worden.  

Die P0+/- Maus ist nicht das einzige Tiermodell, das die Beteiligung des Immunsystems 

in der Pathogenese von hereditären neurologischen Erkrankung zeigt. Arbeiten am 

Tiermodell von Morbus Krabbe, einer schweren, genetisch determinierten 

Leukenzephalopathie, zeigen, daß der Erkrankungsverlauf durch die Verkreuzung mit 

MHC Klasse II defizienten Mäusen deutlich abgemildert werden kann (Matsushima et 

al., 1994). 

In Menschen sind die Anzeichen der Inflammation in Patienten mit degenerierenden 

Erkrankungen sowohl des zentralen Nervensystems, wie Adrenoleukodystrophie 

(Dunne, 1993; McGuinnes et al., 1995), als auch bei peripherer Facioscapulohumeraler 

muskulärer Dystrophie (Arahata, 1995) und hereditärer Neuropathie des Plexus 

brachialis ( Klein et al., 2002) beschrieben.  

Es gibt zahlreiche Berichte über Anzeichen von Inflammation in peripheren Nerven 

von Patienten mit CMT und sogar über ein Ansprechen mancher Patienten mit 

hereditärer Neuropathie (vorwiegend CMT1) auf eine antiinflammatorische Therapie 

(Dyck et al., 1982a,b; Prensky and Dodson, 1984; Bird and Sladky, 1991; Vital et al., 

1992; Gabreels-Festen et al., 1992, 1993; Schmid et al., 1996; Thomas et al., 1997; 

Reilly et al., 1998; Malandrini et al., 1999; Tabaraud et al., 1999; Donaghy et al., 2000; 

Lewis et al., 2000; Malik et al., 2000; Gabriel, 2002; Watanabe et al., 2002; Vital et al., 

2003; Ginsberg et al., 2004).  

Hierbei handelt sich jedoch um das gleichzeitige Vorkommen von Hereditärer- und 

Immunneuropathie mit CIDP- ähnlichen Eigenschaften (Martini und Toyka, 2004). So 

zeigen die wenigen Patienten, die eine klinische Verbesserung nach 

antiinflammatorischer Therapie aufwiesen (Dyck et al., 1982b; Bird und Sladky, 1991; 

Crawford und Griffin, 1991; Vital et al., 1992, 2003; Reilly et al., 1998; Malandrini et 

al., 1999; Rajabally  et al., 2000; Donaghy et al., 2000; Watanabe et al., 2002; Ginsberg 

et al., 2004), häufig asymmetrische klinische Anzeichen der Neuropathie, Episoden mit 

schneller klinischer Verschlechterung, sensible Störungen wie Hyperalgesie und 

Allodynie. Bei Nervenbiopsien war eine Ödemformation in den betroffenen Nerven 

nachweisbar. Bei der Analyse von endoneuralen Immunzellen, die nur in einzelnen 

Fällen durchgeführt wurde, wurde eine vorwiegend perivaskuläre, epi- oder perineurale 
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Immunzellinfiltration nachgewiesen, worin CD4+ T-Zellen (Ginsberg et al., 2004) 

einen wesentlicher Anteil bildeten. Die Abwesenheit der oben erwähnten CIDP-

ähnlichen Eigenschaften im Mausmodell der CMT1B Neuropathie läßt jedoch 

vermuten, daß der Einbindung des Immunsystems in die Pathogenese der peripheren 

Demyelinisierung in P0+/- Mäuse andere Mechanismen zugrunde liegen. 

Am Ende dieser Behandlung stellt sich die Frage, ob die Wirkung des Immunsystems 

auf den Schweregrad der peripheren Neuropathie ein spezifisches Phänomen im 

Mausmodell von CMT1B ist, oder ob wir einen Pathomechanismus beobachten, der in 

Mausmodellen anderer CMT1 Subtypen auch wesentlich zur Entwicklung der 

peripheren Neuropathie beiträgt.  
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1.4. Zielsetzung der Arbeit 

In unserer Arbeit wollten wir die Frage beantworten, ob die modulierende Wirkung des 

Immunsystems auf den Schweregrad einer peripheren Neuropathie ein spezifisches 

Phänomen  bei P0+/- Myelinmutanten ist, oder ob es  sich um einen weiter verbreiteten 

Mechanismus handelt. Wir haben uns auf die Cx32-defiziente (Cx32def) Maus als 

Modell einer der häufigsten Subformen von CMT1, die CMT1X Neuropathie, 

konzentriert. Der diesem Modell zugrundeliegende Gendefekt betrifft Cx32. Das 

entsprechende Protein unterscheidet sich in Funktion, Struktur und Lokalisation 

grundlegend vom Myelinprotein P0. Trotzdem aber zeigen die Cx32def Mäuse 

bestimmte klinische und pathomorphologische Eigenschaften der peripheren 

Neuropathie, die denen des Mausmodells von CMT1B ähneln. 
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2. Material und Methoden 

2.1. Mausmodelle  

Cx32-defiziente (cx32def) Mäuse (cx32y/- oder cx32-/- Genotypen) und RAG-1 defiziente 

Mäuse wurden mit Hilfe konventioneller knock-out Methoden durch Verwendung 

homologer Rekombination in embryonalen Stammzellen generiert (Mombaerts et al., 

1992; Nelles et al., 1996). Cx32def Mutanten wurden uns von Prof. Willecke (Bonn) 

und RAG-1-defiziente Mutante von Prof. Zinkernagel (Zürich) zur Verfügung gestellt. 

Um die Gefahr einer Misinterpretation aufgrund der verschiedenen genetischen 

Hintergründe zu minimieren, wurden in unsere Studie nur Geschwistertiere 

eingeschlossen. 

Als erster Schritt zur Generierung Cx32- und RAG-1-defizienter Doppelmutanten 

wurden weibliche Cx32def Mäuse mit RAG-1-/- Mäusen verpaart. Cx32-defiziente 

Mäuse besaßen einen C57/BL6 x 129sv genetischen Hintergrund, RAG-1 Mutanten 

einen einheitlichen C57/BL6 Hintergrund. Männliche hemizygote Cx32y/-/RAG-1+/- 

und weibliche heterozygote Cx32+/-/RAG-1+/- Mäuse wurden daraufhin herangezogen 

um Doppelmutanten zu erzielen (F2). 12-13 Monate alte Cx32def/RAG-1-/- und 

Cx32def/RAG-1+/? Geschwistertiere wurden verglichen.  

Die Züchtung der transgenen Mäuse wurde von Seiten der Bayrischen Staatsbehörden 

genehmigt (Würzburg, Deutschland). 

2.2. Genotypisierung 

Mit Hilfe konventioneller PCR wurde die aus Schwanzspitzen gewonnene DNA 

(DNeasy Tissue Kit, Qiagen, Hilden, Deutschland) entsprechender Mäuse 

genotypisiert.  

Dazu wurden folgende Primer verwendet: 

Primer 1: 5’-CCATAAGTCAGGTGTAAAGGAGC-3’  

Primer 2: 5’-AGATAAGCTGCAGGGACCATAGG-3’  

Primer 3: 5’-ATCATGCGAAACGATCCTCATCC-3’ 

Das Cx32 Wildtyp Allel wurde mit Primer 1 und 2 identifiziert, für das mutierte Cx32 

Allel verwendeten wir Primer 1 und 3.  



 20  

Das Endvolumen der PCR-Ansätze betrug 25µl. PCR-Ansätze wurden bei 93°C für 2 

Minuten denaturiert, gefolgt von 40 Zyklen (93°C für 30 Sekunden, 66°C für 45 

Sekunden und 72°C für 90 Sekunden) und einer finalen Elongation bei 72°C für 10 

Minuten. Die PCR- Produkte (Wildtypallel von 550 Basenpaaren (bp) und das mutierte 

Allel von 414 bp) wurden mittels Gelelektrophorese getrennt und mit Ethidiumbromid 

gefärbt.  

Der RAG-1 Immunstatus wurde mit Hilfe von FACS (fluorescence activated cell 

sorting, FACScan (Becton Dickinson, Heidelberg, Germany)) peripherer Blutzellen, die 

mit anti-CD4-PE (phycoerythrin-coupled anti-CD4) und anti-CD8-FITC (Fluorescein-

isothiocyanate-coupled anti-CD8) Antikörpern (PharMingen, Heidelberg, Germany) 

gefärbt wurden, bestimmt. Mäuse mit CD4- und CD8-positiven T-Zellen wurden als 

RAG-1+/? klassifiziert, während Mäuse mit fehlenden CD4- und CD8-positiven T-

Zellen als RAG-1-/- bezeichnet wurden (Schmid et al., 2000). Die FACS Ergebnisse 

wurden auch mit CD8-Färbung der Quadricepsnerven bestätigt: In RAG-1 defizienten 

Myelinmutanten war keine CD8+ Zellen nachweisbar. 

2.3. Gewebepräparation und Fixierungsmethoden 

Für die Durchführung von Immunhistochemie wurden N. femoralis aus mit 

Ketanest/Rompun betäubten Mäusen entnommen, in Tissue-Tek (Sakura, Niederlande) 

eingebettet und sofort in Methylbutan (Serva, Deutschland), das zuerst mit flüssigem 

Stickstoff gekühlt worden war, gefroren. Die gefrorenen Nervenblöcke wurden bei       

–20oC aufbewahrt. 

N. femoralis und lumbale (L2-L4) Spinalwurzeln wurden für Licht- und 

Elektronenmikroskopie bearbeitet, wie früher beschrieben (Carenini et al., 2001): Für 

Immunelektronenmikroskopie wurden die Mäuse 2 Minuten lang mit PBS und 

anschließend 12-15 Minuten lang mit 4% Paraformaldehyd (Merck, Deutschland) in 

0,1M Cacodylat (Serva, Deutschland) Puffer transkardial perfundiert. Für 

konventionelle Elektron- und Lichtmikroskopie der peripheren Nerven haben wir den 

gleichen Perfusionspuffer mit zusätzlich 2% Glutaraldehyd (Serva, Deutschland) 

verwendet. Nach der Perfusion wurden die entnommenen Nerven über Nacht in 

demselben Fixationspuffer gelagert, danach wurden sie osmifiziert (in 2% OsO4 im 

0,1M Cacodylat Puffer) und in Spurr (61% Nonenylsuccinic anhydride, 14% 3,4 

Epoxycyclohexylmethyl-3,4-Epoxycyclohexylcarboxylate (ERL), 1% 

Dimethilaminoethanol, 14% D.E.R. 736 von Serva, Deutschland) eingebettet. 
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Für die lichtmikroskopische Analyse wurden 0,5-μm dicke “semidünne“ Schnitte von 

Femoralisnerven und Spinalwurzeln mit alkalischem (pH 9,2) Azur-Methylenblau 

gefärbt.  

Für die konventionelle Elektronenmikroskopie wurden 70 nm dicke, „ultradünne“ 

Schnitte der gleichen Nerven mit Bleizitrat gefärbt und elektronenmikroskopisch mit 

einem Zeiss EM 10B (Zeiss, Oberkochen, Deutschland) untersucht. 

2.4. Immunhistochemie 

Immunhistochemische Analysen wurden auf 10-µm dicken Querschnitten von N. 

femoralis durchgeführt. Für die Färbung endoneuraler Makrophagen wurde ein Ratten 

anti-Maus F4/80 Antikörper (1:300; Serotec, Eching, Deutschland) verwendet. T-Zellen 

in Quadricepsnerven und in Milzgewebe als Positivkontrolle wurden mit Hilfe von 

Ratten anti-Maus CD8 Antikörpern gefärbt (1:1000; freundlicherweise zur Verfügung 

gestellt von Professor R. Zinkernagel, Zürich, Schweiz). Biotinylierter Anti-Ratten 

Sekundärantikörper (1:100, Vector Labs., Burlingame, USA) wurde für 1 Stunde bei 

Raumtemperatur angewendet. Anschließend wurden die Schnitte mit Streptavidin, 

biotinylierter Meerrettich –Peroxidase (Vector Labs., Burlingame, USA) und  3,3 

Diaminobenzidin-tetrachlorid Dihydrat (DAB, Kem-En-Tec Diagn., Kopenhagen, 

Dänemark) gefärbt.  

2.5. Immunelektronenmikroskopie 

Wie schon erwähnt, wurden Femoralisnerven und Spinalwurzeln zuerst nach der 

transkardialen Perfusion mit 4% Paraformaldehyd in 0,1M Cacodylat Puffer übernacht 

in demselben Puffer nachfixiert. Nach der Zupfpräparation wurden die Nerven im 

selben Fixationspuffer für 3 Stunden nochmals nachfixiert und danach mit primärem 

Ratten Anti-Maus F4/80 Antikörper (1:300; Serotec, Eching, Deutschland), 

sekundärem biotinyliertem anti-Ratten Antikörper und anschließend mit Meerrettich- 

Peroxidase- DAB System (siehe 2.4. Immunhistochemie) gefärbt. Die gefärbten Nerven 

wurden mit 2% OsO4 in 0,1M Cacodylat Puffer osmifiziert und nach Dehydration in 

Spurr eingebettet. 

Die Immunreaktivität wird in der Elektronenmikroskopie durch ein elektronendichtes 

DAB- Präzipitat sichtbar und identifiziert so eindeutig die Makrophagen. 
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2.6. Quantitative Morphologie 

Die Untersuchung des Einflusses einer RAG-1 Defizienz auf die periphere Neuropathie 

in Cx32-defizienten Mäusen wurde von Prof. R. Martini und Prof. K.V.Toyka ohne 

Kenntnis des RAG-1 Genotyps auf semidünnen Schnitten von Quadricepsnerven und 

Spinalwurzeln durchgeführt.   

Die pathologischen Merkmale wurden anschließend in Quadricepsnerven und 

Spinalwurzeln mit Hilfe einer BioVision slow scan Kamera, die an ein 

Elektronenmikroskop,  Zeiss EM 10B,  gekoppelt ist  und unter Verwendung 

entsprechender Software analySIS 3.0 Doku (Münster, Deutschland) mit einer 

Vergrößerung von x640 bis x25000 untersucht. 

Die folgenden morphologischen Parameter wurden quantifiziert (Abbildung  4,6): Die 

Anzahl von myelinisierten Axonen mit verbreiterten periaxonalen Schwann’zelluläre 

Fortsätze (Anzini et al., 1997), von demyelinisierten und dünn myelinisierten Axonen 

mit g-ratio >0.9 (g-ratio ist ein Maß der  Myelindichte; Friede, 1972),  von überzähligen 

Schwann’schen Zellen, von regenerativen axonalen Bündeln (Anzini et al., 1997) und 

die Anzahl der Axonen mit periaxonalen Vakuolen. Die g-ratio wurde in 50 zufällig 

gewählten Nervenfasern des Quadricepsnervs oder der ventralen Spinalwurzel 

gemessen. Da die Anzahl von myelin-kompetenten Axonen im Quadricepsnerv (500-

600 Axone) und in ventralen Spinalwurzeln (700-1000 Axone) unterschiedlich ist, 

haben wir die relative Anzahl der pathologischen Profile entsprechend zur gesamten 

Anzahl der myelin-kompetenten Axone kalkuliert. 

Die Neurofilamentdichte (Abbildung 9, 10) haben wir in Quadricepsnerven von drei 

Mäusen/Genotyp, 7-9 Axonen jedes Axontyps/Maus (Abbildung 9), auf der Fläche von 

0.8-1.2 µm2/Axon bei einer Vergrößerung von x25000 im internodalen Bereich 

gemessen. Bereiche von Ranvier´sch Schnürringe und Schmidt-Lanterman Inzisuren 

wurden vermieden, da hier auch in Wildtyp-Tieren eine erhöhte NF-Dichte vorkommt 

(Price at al., 1988).   

Für die Analyse der Axongrößenverteilung haben wir die Umfänge von 400-500 

myelin-kompetenten Axonen pro Quadricepsnerv von drei Mäusen pro Genotyp bei 

einer Vergrößerung von x640 gemessen. 
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2.7. Statistische Methoden 

Die pathologischen Parameter der peripheren Neuropathie in Mäusen von 

unterschiedlichen Genotypen wurden mit dem Mann-Whitney U- Test analysiert. Als 

statistische Signifikanz wurde p < 0,05 angenommen. Alle Daten wurden als 

Mittelwerte (M) ± Standartabweichung (SD) dargestellt. Für den Vergleich der 

Axongrößenverteilungen wurde der Kolmogorov-Smirnov Test angewendet. Die 

Statistische Analyse wurde mit MS Excel (Microsoft GmbH, Stuttgart, Deutschland) 

und SYSTAT (SPSS Inc., Chicago, USA) durchgeführt. Alle Graphen wurden mit 

SigmaPlot 2001 (SPSS Inc.) dargestellt.  
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3. Ergebnisse 

3.1. Pathomorphologisches Bild von peripheren Nerven in Cx32-

defizienten Mäusen.  

Die konventionelle Elektronenmikroskopie zeigte typische pathologische Profile 

(Anzini et al., 1997) in Quadricepsnerven und ventralen Spinalwurzeln (L2-L4) von 

Cx32-defizienten Mäusen (Abbildung 6): Dünn- und demyelinisierte myelinkompetente 

Axone (mit Durchmesser > 1µm; Voyvodic, 1989), überzählige Schwann’sche Zellen, 

verbreiterte periaxonale Schwann’zelluläre Fortsätze und so genannte „regenerative 

axonale Bündel“ (zwei oder mehr myelin-kompetente Axone, die von einer 

überzähliger Schwann’scher Zelle umgeben werden; Dyck et al., 1993).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Wie bereits erwähnt, ist die Anzahl der pathologisch veränderten Nervenfasern von der 

Anzahl der motorischen Axone im jeweiligen Nerven abhängig. So sind die ventralen 

Spinalwurzeln und der Quadricepsnerv am stärksten betroffen, eine deutlich mildere 

Pathologie weisen N. ischiadicus und N. plantaris auf. Anteilsmäßig weniger 

pathologische Profile konnte man in dorsalen Spinalwurzeln und dem N. Saphenus 

 

Abbildung 6. Die konventionelle Elektronenmikroskopie von N. quadriceps einer 6 

Monate alten Cx32-defizienter Maus zeigte typische pathologische Profile der 

peripheren Neuropathie, wie verbreiterter periaxonaler Schwann’zellulärer Fortsatz 

(Sternchen), dünnes Myelin, überzählige Schwann’sche Zellen und regeneriendes 

Axon (Doppelsternchen). Ax, myelinisiertes Axon. Balken 1 µm 
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finden. Es ist bemerkenswert, daß verbreiterte periaxonale Schwann’zelluläre Fortsätze 

sowohl in sensorischen als auch in motorischen oder gemischten Nerven relativ häufig 

nachweisbar waren, vielleicht als das früheste Anzeichen der Pathologie, die alle 

peripheren Nerven gleich stark betreffen kann. Deutliche Anzeichen der Pathologie 

waren schon im Alter von 3 Monaten in Quadricepsnerven von Cx32def Mäusen 

nachweisbar und ihre Anzahl zeigte eine positive Korrelation mit dem Alter der Tiere 

(Tabelle 3).  

 

Tabelle 3. Quantitative Morphologie von Quadricepsnerv in Wildtyp und Cx32def Mäusen 

(in der ältesten Gruppe 12 Cx32def Mäuse und 7 Wildtyp, in anderen Gruppen n=3) 

Alter der Mäuse: 3 Monate 6 Monate 12-13Monate 

Wildtyp Mäuse 

Anzahl der myelinkompetenten Axone 538.5±24.9 554.0±20.4 536±33.1 

Cx32def Mäuse  

(die pathologischen Profile in % zur gesamten Anzahl der myelinkompeten Axone) 

Anzahl der myelinkompetenten Axone 554.3±35.3 551.7±31.3 568.5±31.2 

Überzählige Schw. Zellen (in %) 14.3±2.8 27.7±3.5 40.9±9.3 

Regenerative axonale Bündel (in %) 0.3±0.1 0.6±0.2 2.6±1.0 

Demyelinisierte myelinkompet. Axone 

(in %) 0.1±0.1 0.6±0.5 1.9±0.7 

Dünn myelinisierte Axone (in %) 1.7±0.7 3.6±0.5 10.9±2.7 

Verbreiterte periaxonale 

Schwann’zelluläre Fortsätze (in %) 0.4±0.1 0.8±0.3 3.6±1.4 

 

Weder Quadriceps- noch Plantar- Cx32-defiziente Nerven wiesen axonalen Verlust auf 

(Tabelle 4). 



 26  

Tabelle 4. Anzahl der myelin-kompetenten Axone in peripheren Nerven von Cx32-

defizienten (Cx32def) und Wildtyp (Cx32wt) Geschwistertieren 

 Quadricepsnerv Plantarnerv 

Cx32def (n=5) 564.3±40.0 1474.6±103.1 

Cx32wt (n=4) 552.8±35.4 1551.4±74.7 

  

 

Dennoch zeigten diese Nerven und auch ventrale Spinalwurzeln insbesondere von 

älteren Cx32def Myelinmutanten Anzeichen einer subtilen Axonopathie: Verbreiterte 

periaxonale Schwann’zelluläre Fortsätze, regenerative axonale Bündel (Tabelle 3), 

vakuolisierte myelinkompetente Axone, degenerierte Nervenfasern ohne sichtbares 

axonales Zytoskelett (Abbildung 7), Veränderungen der axonalen Größe (Abbildung 8) 

und der Neurofilamentdichte (Abbildungen 9,10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Die Verteilung der axonalen Durchmesser weist in Quadricepsnerven einjähriger 

Mäuse einen deutlichen Unterschied zwischen Cx32def und Wildtyp Geschwistertieren 

auf. Der Anteil von relativ großen Axonen war in Cx32def Mäusen deutlich reduziert. 

 

Abbildung 7. Vakuolisierte (*) und degenerierte (**) Axone  im Quadricepsnerv einer 

13 Monate alten Cx32def Maus. Balken 10 µm 
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Stattdessen wurden mehr kleinere Axone im Vergleich zu den Wildtyp Mäusen gezählt 

(Abbildung 8). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Wir führten eine Analyse der Neurofilamentdichte (NF-Dichte) im internodalen 

Bereich von relativ großen Axonen (Diameter 4-6 µm) ventraler Spinalwurzeln durch. 

Bemerkenswerterweise zeigten sich in Axonen mit morphologisch normalen 

Myelinschichten von Cx32def Mäusen  eine signifikant erhöhte NF-Dichte im Vergleich 

zu gleich großen Axonen in Wildtyp Mäusen (Abbildungen 9, 10).  

 

Abbildung 8. Die Verteilung der axonalen Umfänge von myelinisierten Axonen im 

Quadricepsnerv 12-13 Monate-alter Mäuse (3 Mäuse pro Genotyp, zirka 400 

Axone/Maus); p < 0.0005, Kolmogorov-Smirnov Test) 
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In Cx32def Mäusen haben dünn myelinisierte Axone dichter gepackte Neurofilamente 

als Axone mit normal erscheinendem Myelin. Gleich große demyelinisierte Axone 

wiesen noch höhere NF-Dichte auf. Die höchste Dichte von Neurofilamenten als ein 

ausgeprägtes Anzeichen der axonalen Pathologie haben wir in vakuolisierten myelin-

kompetenten Axonen gefunden (Abbildungen 9,10).  

Gleiche Tendenzen haben wir auch in anderen peripheren Nerven wie N. quadriceps, N. 

ischiadicus und N. plantaris beobachtet. 

 

 

 

 

Abbildung 9.  Querschnitte von internodalen Bereichen unterschiedlicher Axone  

in ventralen Spinalwurzeln einer Cx32def Maus (A,B,C) und eines Wildtyp 

Geschwistertiers (D) im Alter von 12-14 Monaten:  

A – Axon mit einer Vakuole,  B – demyelinisiertes Axon, Axone von gleicher Größe 

mit morphologisch normalem und ähnlich dickem Myelin eines Cx32def Mutantes 

(C) und  einer Wildtyp Maus (D). Balken  2,5 µm. 
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3.2. Hochregulation von Immunzellen im Quadricepsnerv von Cx32-

defizienten Mäusen  

Wir untersuchten die Anzahl der Makrophagen in Quadricepsnerven von Cx32-

defizienten Mäusen im Alter von  3, 6 und 12 Monaten mit dem Maus-Makrophagen 

spezifischen Antikörper F4/80. Als Kontrolle dienten die Nerven von Wildtyp 

Geschwistertieren. Für einen Vergleich mit einem anderen Modell erblicher 

Neuropathie wurden die Nerven von P0+/- Mäusen herangezogen. Die 

Makrophagenanzahl in Myelinmutanten war altersabhängig, wobei mit wachsendem 

Alter die absolute Anzahl der Makrophagen in Cx32def Mutanten etwas geringer als in 

P0+/- Mäusen war (Abbildung 11, 12).  

Abbildung 10. Die NF-Dichte in ventralen Rückenmarkwurzeln von drei 12-13 

Monate Cx32def Mäusen (n = Anzahl der untersuchten Axone mit Diameter von 6 

bis 10 µm) und drei Wildtyp Geschwistertieren. 

M, SD,  * - p < 0.01; ** - p < 0.001, Mann-Whitney U-Test. 

0 100 200 300 400 500 600 700
NF/µm2 

Axone mit visuell normalen  
Myelinschichten (n= 25) 

Axone mit verbr. Schw.-zell. 
Fortsätzen (n= 29) 

Dünn myelinisierte Axone  
(n= 24) 

Axone von Wildtyp-Mäusen   
(n= 24) 

Demyelinisierte Axone (n= 22) 

Vakuolisierte Axone (n= 22) A
xo

ne
 v

on
 C

x3
2de

f  M
äu

se
n 

*

*

**

**



 30  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

*
*

3 Monate 6 Monate 12-13 Monate Alter der Mäusen

Ze
lle

n/
Sc

hn
itt

 

n =   3      3      3                    3       3      3                   8       8       3 

 
 

 

A B C

Abbildung 11. Makrophagen (F4/80 Färbung) in Quadricepsnerven von Wildtyp (A), 

Cx32def (B) und P0+/- (C) Mäusen im Alter von 12 Monaten.  Balken 20 µm 

 

*

Abbildung 12.  Quantifizierung von F4/80 positiven Makrophagen in Quadricepsnerven  

 von Wildtyp, Cx32def und P0+/- Mäusen im Alter von 3, 6. und 12-13 Monaten;  

M, SD; * p < 0,05 (Mann-Whitney U-Test). 
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Ähnliche Tendenzen haben wir auch für CD8-positive T-Zellen beobachtet (Abbildung 

13), jedoch wurde eine wesentliche und signifikante Steigerung der Anzahl von CD8+ 

T-Zellen erst in der Gruppe von 12-13 Monaten alten Mäusen nachweisbar (Abbildung 

13). 
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Abbildung 13. Anzahl von CD8-positiven T-Zellen in Quadricepsnerven von Wildtyp, 

Cx32def und P0+/- Mäusen im Alter von 3, 6 und 12-13 Monaten;  

M, SD; * p < 0,05  (Mann-Whitney U-Test);  
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3.3. Immunelektronenmikroskopie von Makrophagen in 

Quadricepsnerven und ventralen  Spinalwurzeln von Cx32def Mäusen 

Makrophagen in Quadricepsnerven und ventrale Spinalwurzeln wurden mit F4/80 

Antikörper gefärbt. Die Immunreaktivität wird mit Elektronenmikroskopie durch ein 

elektrondichtes DAB- Präzipitat sichtbar und identifiziert so die Makrophagen 

eindeutig  (Abbildung 14).   

Abbildung 14. F4/80-Immunelektronenmikroskopie von Makrophagen in ventralen 

Wurzeln von einer 6 Monate alten Cx32def Maus.  

(A) Ein F4/80-positiver Makrophage (M) hat die Basalmembrane der Schwann’schen 

Zelle penetriert und ist in engem Kontakt mit teilweise vakuolisiertem Myelin (My). 

(B) Ein demyelinisiertes Axon (Ax) in engem Kontakt mit einem F4/80-positiven 

Makrophagen. Pfeile: F4/80- Immunpräzipitat; Schwann’sche Zellen  (S) und ihre 

Basallamina (Pfeilköpfe) zeigen keine positive F4/80 Färbung.   Balken: 1 µm. 
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In untersuchten Nerven hatten manche Makrophagen innerhalb der endoneuralen 

Röhren einen direkten Zugang zu dem relativ unbeschädigten oder schon teilweise 

degeneriertem Myelin (Abbildung 14). Weiterhin konnte man innerhalb einer 

endoneuralen Röhre zwischen Schwann’scher Zelle und demyelinisiertem Axon einen 

mit Myelinresten beladenen Makrophagen nachweisen (Abbildung 14B).  

Interessanterweise haben wir häufig enge Kontakte zwischen F4/80+ Makrophagen und 

endoneuralen Fibroblasten beobachtet (Abbildung 15). Die Fibroblasten können wir 

morphologisch identifizieren, als F4/80-negative Zellen mit rauem endoplasmatischem 

Retikulum und fehlender Basallamina. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 15. Immunelektronenmikroskopie mit Antikörpern gegen F4/80 in einem 

Quadricepsnerven einer 8-Monate alten Cx32-defizienter Maus. Das elektrondichte 

Präzipitat markiert einen Makrophagen (M) in enger Nahe zu  einem demyelinisierten 

Axon (Ax). Er bildet Kontakte zu einem F4/80 negativen Fibroblasten (F).   

S,  Schwann’sche Zelle. Balken 1 µm  
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3.4. Immunzellen in peripheren Nerven von Cx32def/RAG-1-/- 

Doppelmutanten 

Zur Charakterisierung der Rolle von Immunzellen in Cx32-defizienten Mäusen wurden 

diese mit RAG-1-defizienten Mäusen, die keine reifen T- und B-Lymphozyten 

besitzen, verkreuzt. Wir untersuchten diese Mäuse im Alter von 13 Monaten. Wie 

erwartet, wurden in den Nerven dieser Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten keine CD8-

Zellen gefunden (Abbildung 16).  

Weiterhin war eine signifikante Reduzierung der Anzahl F4/80-positiver Makrophagen 

in Cx32def/RAG-1-/- Mäusen im Vergleich zu den  Cx32def/RAG-1+/?  Geschwistertieren 

nachweisbar.  

Mittels konventioneller Elektronenmikroskopie wurde die Anzahl von Makrophagen 

auch in ventralen Spinalwurzeln Cx32def/RAG-1+/? und Cx32def/RAG-1-/- Mäuse 

untersucht. Als Makrophagen wurden morphologisch die Zellen identifiziert, die 

augenscheinlich intrazelluläre Vakuolen mit Myelin-Abbauprodukten enthielten, 

keinerlei Basalmembran und kleine, Mikrovilli- ähnliche Fortsätze aufwiesen. In den 

ventralen Spinalwurzeln der Cx32def/RAG-1+/? Mäuse wurden 20,4 ± 4,4 Makrophagen 

je Gewebsschnitt gezählt (n =5), wohingegen in den Spinalwurzeln Cx32def/RAG-1-/- 

Mäuse die Anzahl der Makrophagen pro Nervenschnitt signifikant niedriger war: 7,8 ± 

2,7 Makrophagen, n = 5, p<0,001.  
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Abbildung 16. Quantifizierung von CD8- (A) und F4/80- (B) positiven Zellen und (C) mit F4/80 

Antikörper gefärbte Kryoschnitte von Quadricepsenerven der Cx32 und RAG-1 Doppelmutanten.  

A,B: M, SD, n= 5 in jeder Gruppe. ** p < 0,01 beim Vergleich der Makrophagenanzahl zwischen 

Cx32def/RAG-1+/? and Cx32def/RAG-1-/- Mäusen (Mann-Whitney U-Test).  

Balken: 20 µm. 
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3.5. Die Abwesenheit des RAG-1 Gens führt zu milderen 

pathologischen Veränderungen im Quadricepsnerv und in den 

ventralen Spinalwurzeln von Cx32-defizienten Mäusen 

Zunächst wurde der mögliche Einfluss der RAG-1 Defizienz auf pathologische 

Veränderungen in Cx32-defizienten Mäusen mit Hilfe lichtmikroskopischer Methoden 

analysiert. Semidünnschnitte von Quadricepsnerven (nicht gezeigt) und ventralen 

Spinalwurzeln (Abbildung 17 A, B) von Cx32def/RAG-1+/? Mäusen können aufgrund 

stärkerer pathologischer Eigenschaften wie stärker vakuolisierte, dünn- und 

demyelinisierte Axone eindeutig von Schnitten von Cx32def/RAG-1-/- Mäusen 

unterschieden werden.  

Elektronenmikroskopische Übersichten (Abbildung 17 C und D) zeigten detaillierter 

die milder ausgeprägte Pathologie in Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten im Vergleich 

zu Cx32def/RAG-1+/? Mäusen. Quadricepsnerven von Cx32def/RAG-1+/? Mäuse wiesen 

charakteristische myelin- und axonopathische Eigenschaften reiner Cx32-defizienten 

Mäusen auf (Abbildung 18). Die Anzahl von verbreiterten periaxonalen 

Schwann’zelluläre Fortsätze war in Cx32def Mäusen unabhängig von RAG-1 Genotyp. 

Im Gegensatz dazu war die Anzahl von überzähligen Schwann’schen Zellen signifikant 

niedriger in Cx32def /RAG-1-/- Mäusen als in Cx32def/RAG-1+/? Geschwistertieren mit 

intaktem Immunsystem (Abbildung 18A). Cx32def/RAG-1-/- Mäuse zeigten signifikant  

niedrigere g-ratios  als die Cx32def/RAG-1+/? Mutanten, was bedeutet, dass die 

Myelinscheiden in immundefizienten Myelinmutanten dicker waren, als in 

immunkompetenten Geschwistertieren (Abbildung 18A).  

Weiterhin war in Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten die Anzahl von Axonen, die 

periaxonale Vakuolen beinhalteten und eine wesentliche Steigerung der 

Neurofilamentendichte (Abbildung 8) aufwiesen, im Vergleich zu Cx32def/RAG-1+/? 

Mäusen signifikant reduziert (p < 0.01).  
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Abbildung 17. Licht- (A, B) und Elektronenmikroskopie (C, D) von ventralen 

Spinalwurzeln in Cx32def/RAG-1+/? (A, C) und Cx32def/RAG-1-/- (B, D) Mäusen. 

Pathologische Merkmale wie dünnes Myelin, demyelinisierte Axone (*, C and D) und 

periaxonale Vakuolen (**) sind häufiger in Cx32def/RAG-1+/? und seltener in 

Cx32def/RAG-1-/- Mäusen. Die verbreiterten periaxonalen Schwann’zelluläre 

Fortsätze (Pfeile in C und D) sind in beiden Genotypen gleich häufig zu sehen.  

BV:  Blutgefässe. Balken: 10 µm  (A und B) und 2 µm (C und D). 
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 Als weitere typische axonale Abnormalität in Cx32def/RAG-1+/? Mäusen findet sich 

eine ausgeprägte Reduktion der axonalen Größe (Abbildung 18B). Im Vergleich zu 

diesen Mäusen, wiesen die immundefizienten Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten eine 

Erhöhung des Anteils von mittelgroßen Axonen (Umfang von 20-25 µm) und einen 

niedrigeren Anteil von kleineren myelin-kompetenten Axonen (p < 0.00001, 

Kolmogorov-Smirnov Test) auf. Größere Axone (Umfang von 40-50 µm) waren nur in 

Cx32def/RAG-1-/-, nicht aber in Cx32def/RAG-1+/? Mäusen nachweisbar (Abbildung 

18B).  

Ein typisches pathologisches Merkmal der betroffenen peripheren Nerven von Cx32-

defizienten Mäusen sind regenerierende axonale Bündel. Ihre Anzahl in 

Quadricepsnerven war in beiden Genotypen ähnlich (24.6 ± 9.4 in Cx32def/RAG-1-/- 

Doppelmutanten und  16.8 ± 7.5 in Cx32def/RAG-1+/? Geschwistertieren, p=0.21), 

obwohl innerhalb dieser Bündel die Anzahl von regenerierenden Axonen in 

immundefizienten Mutanten (2.57 ± 0.22) signifikant höher war, als in Cx32def/RAG-

1+/? Mäusen (2.20 ± 0.24, p < 0.03). 

In ventralen Spinalwurzeln von Cx32def/RAG-1+/? Mäusen haben wir generell ähnliche 

pathologische Veränderungen gefunden wie in Quadricepsnerven, obwohl die 

Häufigkeit von manchen pathologischen Profilen unterschiedlich war (Abbildung 19). 

Zum Beispiel war in ventralen Spinalwurzeln die Anzahl von demyelinisierten Axonen 

ungefähr fünf Mal höher als im Quadricepsnerven desselben Tieres, gleichzeitig war 

die Anzahl von überzähligen Schwann’schen Zellen in den Spinalwurzeln  wesentlich 

reduziert.  

Die Anzahl von verbreiterten periaxonalen Schwann’zellulären Fortsätzen in ventralen 

Spinalwurzeln war unabhängig vom RAG-1 Genotyp, ebenso wie in Quadricepsnerven. 

Die Unterschiede im Schweregrad der peripheren Neuropathie in den Cx32def/RAG-1+/?  

und Cx32def/RAG-1-/- Geschwistertieren waren in ventralen Spinalwurzeln sogar noch 

stärker ausgeprägt als in Quadricepsnerven. Die ventralen Spinalwurzeln von 

Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten wiesen nur milde Anzeichen der Demyelinisierung 

und Axonopathie auf (Abbildung 17 und 19). Besonders bemerkenswert war eine 

wesentliche Reduktion der Axone mit erhöhter Neurofilamentdichte (> 450 Nf/µm2,) 

und periaxonalen Vakuolen in Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten. 
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Abbildung 18. Elektronenmikroskopische Quantifizierung der pathologischen Merkmale (A) 

und der Verteilung der axonalen Umfänge (B) in Quadricepsnerven von Cx32 und RAG-1 

Doppelmutanten, M, SD; in jeder Genotypgruppe n=5 (A) und n=3 (B).  

(A) *  p < 0.05,  ** p < 0.01, Mann-Whitney U-Test; 

(B) RAG-1 Defizienz in Cx32def Mäusen führt zu einer Verminderung des Anteils von kleineren 

Axonen (Umfang 5-15 µm) und zum Anstieg des Anteils von mittelgroßen Axonen (Umfang 20-

25 µm) (p<0.0001, Mann-Whitney U-Test). Desweiteren sind große Axone (Umfang 40-50 µm) 

in Cx32def/RAG-1-/- aber nicht in Cx32def/RAG-1+/? Mäusen nachweisbar. Es gibt keine 

Unterschiede zwischen Axonengrößenverteilung in Cx32wt/RAG-1+/? und Cx32wt/RAG-1-/- 

Mäusen (Kolmogorov-Smirnov Test). 
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Abbildung 19. Elektronenmikroskopische Quantifizierung der pathologischen 

Merkmale in ventralen Spinalwurzeln von Cx32def/RAG-1+/? und Cx32def/RAG-1-/- 

Mäusen. M, SD, n=5, ** p < 0.01, Mann-Whitney U-Test. 

Außer verbreiterten periaxonalen Schwann’zellulären Fortsätzen, sind alle 

pathologische Eigenschaften in Cx32def/RAG-1-/- Mäusen im Vergleich mit 

Cx32def/RAG-1+/? Geschwistertieren reduziert. 
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4. Diskussion der Ergebnisse 
 

4.1. Sekundäre Immunreaktion bei genetisch vermittelter 

Demyelinisierung in Mausmodellen von CMT1  

In unserer Arbeit konnten wir in demyelinisierten Nerven des Mausmodells von 

CMT1X enge räumliche Kontakte zwischen Makrophagen und pathologisch 

veränderten Nervenfasern nachweisen. Beim Vergleich zwischen  immundefizienten 

Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten und Cx32def/RAG-1+/? Geschwistertieren mit 

intaktem Immunsystem konnten wir auch eine signifikante Korrelation zwischen dem 

Schweregrad der peripheren Neuropathie und der Anzahl von Makrophagen und CD8+ 

T-Zellen zeigen. Da RAG-1-Defizienz selbst keinen wesentlichen Effekt auf das 

periphere Nervensystem hat (Rambukkana et al., 2002), spielen die Immunzellen 

folglich eine wichtige Rolle bei peripherer Demyelinisierung im untersuchten 

Mausmodell von CMT1X.  

Vergleichbare Ergebnisse sind schon für P0+/- Mäuse bekannt, die als Modell für eine 

andere Subform von CMT, CMT1B, dienen (Schmid et al., 2000; Carenini et al, 2001).  

Endoneurale Makrophagen und T-Zellen können bei erworbenen immunvermittelten 

peripheren Neuropathien wie beim Guillain-Barre Syndrom und dem 

korrespondierenden Tiermodell, der experimentellen allergischen Neuritis, die 

Nervenfasern beschädigen (Hartung et al., 1998 b,c; Gold et al., 1999). Im letzten Fall 

dringen zuerst, noch vor der Entwicklung der klinischen Anzeichen, die aktivierten 

CD4+ T-Lymphozyten in den peripheren Nerven ein. Bei der Wechselwirkung dieser 

CD4+ T-Lymphozyten mit antigenpräsentierenden endoneuralen Makrophagen 

entwickelt sich eine inflammatorische Reaktion und Zytokine, wie Interleukin-2 (IL-2), 

Interferon-γ (IFN-γ) und Tumornekrosefaktor-α (TNF-α) werden freigesetzt (Hartung 

et al., 1998a,b; Gold et al., 1999; Mäurer et al., 2002). Dies führt zur Hochregulation 

von endothelialen Zytokinen wie IP-10 (Interferon-γ induzierbares Protein 10 KDa;  

Kieseier et al., 2002) und Adhäsionsmolekülen wie VCAM-1 (vascular cell adhesion 

molecule; Jander et al., 1996) sowie Öffnung der Blut- Nervenschranke mit weiterer 

Invasion und Aktivierung von T-Zellen und Monozyten. Aktivierte Makrophagen 

produzieren zytotoxische Faktoren wie freie Radikale, NO, Prostaglandine und 

Zytokine. Einen Beitrag zu dieser Pathologie können auch zytotoxische CD8+ 
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Lymphozyten unter Einbindung der Perforin- Granzyme und/oder des Fas-FasL 

Systemen leisten (Neumann et al., 2002; Trapani und Smyth, 2002). Die Funktionen 

dieser Zellen sind bei der EAN jedoch noch nicht vollständig geklärt, da CD8+ T-

Zellen in den betroffenen Nerven in der Genesungsphase dominieren (Hartung et al., 

1993; Mäurer et al., 2002).  

Bei Modellen für angeborene periphere Neuropathien sind Immunzellen ebenfalls 

involviert. Jedoch bestehen im Vergleich zu erworbenen Neuropathien deutliche 

Unterschiede. So ist die Erhöhung der endoneuralen Makrophagenzahl die erste 

erkennbare zelluläre Veränderung in P0+/-und Cx32def Mutanten  (Schmid et al., 2000; 

Kobsar et al., 2002). Eine signifikante Steigerung der Anzahl von endoneuralen T-

Zellen ist erst später, im Alter von 6-8 Monaten, zu beobachten.  

Die genaue Sequenz von zellulären und molekularen Ereignissen, die von genetisch 

bedingten Myelinschäden zur Aktivierung und Erhöhung der Anzahl von endoneuralen 

Makrophagen führt, ist unbekannt. Wir vermuten, daß die Schwann’schen Zellen diesen 

Prozeß wesentlich beeinflussen. Die Schwann’schen Zellen erfahren eventuell durch 

das Cx32- oder P0-Defizit einen physiologischen Stress, der sich ultrastrukturell durch 

geschwollene periaxonale Schwann’zelluläre Fortsätze (periaxonal collars) bzw. 

Myelindekompaktierung widerspiegelt (Martini et al., 1995; Anzini et al., 1997). Durch 

diese Situation könnten unbekannte intrazelluläre Signale induziert werden, welche die 

Sekretion von Chemokinen/ Zytokinen durch Schwann’sche Zellen verursachen und 

dadurch Immunzellen anlocken und aktivieren. Ein möglicher Kandidat hierfür ist 

MCSF (macrophage colony stimulating factor), weil bei seiner Abwesenheit die 

Makrophagenanzahl in demyelinisierten Nerven von P0+/- Mäusen nicht ansteigt 

(Carenini et al., 2001). Auch Chemokine, insbesondere MCP-1 (Monocyte 

chemoattractant proteine -1), sind mögliche Kandidaten. MCP-1 gehört zu den 

Agonisten der G-Protein- gebundenen Rezeptoren (GPCRs, wobei CCR2 nach Boring 

et al. (1997) der wichtigste ist), die in Zellen die MAPK (mitogen aktivated protein 

kinase)-Kaskade aktivieren (Marinissen und Gutkind, 2001). In Schwann’schen Zellen 

wird bei Nervenverletzung MCP-1 hochreguliert (Taskinen und Roytta, 2000; Subang 

und Richardson, 2001; Tofaris et al., 2002). Drei Subfamilien von MAP-Kinasen wie 

ERK 1/2 (extracellular signal-regulated kinase), JNKs (c-Jun amino teminal kinases) 

und p38 können bei unterschiedlicher Stimulation phosphoryliert werden und in dieser 

aktivierten Form an unterschiedlichen zellulären Prozessen wie Proliferation, 

Differenzierung, Apoptose u.a. teilnehmen (Marinissen und Gutkind, 2001; Pierce et 
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al., 2002). Ashida et al., (2001) wiesen eine Beteiligung der MAPK-Kaskade in MCP-1 

induzierter Adhäsion (ERK) und Chemotaxis (p38) von Monozyten nach. Unpublizierte 

Befunde von S. Fischer zeigen am Anfang der peripheren Demyelinisierung in P0+/- 

Mäusen (im Alter von 1-2 Monaten) eine Hochregulierung von phosphorylierten 

MEK1/2 und ERK (MAPK/ERK Kinasen), was zur Aktivierung von 

immunregulatorischen Transkriptionsfaktoren wie NF(nuklear factor)-kappaB oder AP-

1 führen kann (Roebuck  et al., 1999; Schwarz  et al., 2002). Einen Monat später ist eine 

endoneurale Hochregulierung von MCP-1 mRNA (C. Kleinschnitz, unpublizierte 

Befunde) und STAT (signal transducers and activators of transcription) Proteinen 

nachweisbar. Mellado et al. (1998) haben in mit MCP-1 aktivierten Monozyten die 

Hochregulation von JAK/STAT Proteinen beschrieben. Die zelluläre Lokalisation 

dieser Proteine in demyelinisierten Nerven von untersuchten CMT1 Mausmodellen ist 

bisher nicht bekannt. Wir vermuten, daß diese endoneuralen molekularen 

Veränderungen die demyelinisierungsbedingten zellulären Stressreaktionen und die 

anschließende Aktivierung von endoneuralen Immunzellen widerspiegeln. 

 

4.2. Potentielle Rolle der T-Lymphozyten als Immunmodulatoren 

Die Verkreuzung von P0+/- (Schmid et al., 2000) und Cx32def Myelinmutanten mit 

RAG-1-defizienten Mäusen führt zu einer Abmilderung der peripheren Neuropathie. 

Vergleichbare Ergebnisse haben Schmid et al. (2000) auch bei der Verkreuzung der 

P0+/- Myelinmutanten mit Mäusen, die ein Defekt in T-Zellen-Rezeptor-α (TCR-α) 

beinhalten, erhalten. Die Population von αβ T-Lymphozyten beinhaltet CD4+ und 

CD8+ T-Zellen. In P0+/- und Cx32def Myelinmutanten treten CD4+ Lymphozyten in 

peripheren Nerven praktisch nicht auf. CD8+ T-Zellen wurden in demyelinisierten 

peripheren Nerven von beiden Mausmodellen (CMT1B und CMT1X) nachgewiesen, 

aber ihre Anzahl ist 15-20 mal niedriger als die Anzahl endoneuraler Makrophagen 

(Schmid, 2000; Kobsar et al., 2002, 2003). Die Zunahme von CD8+ T-Zellen ist in 

peripheren Nerven von beiden Myelinmutanten 3-4 Monate später als die 

Hochregulation von Makrophagen nachweisbar.  

Unter pathologischen Umständen wie Nervenverletzung (Taskinen und Roytta, 2000) 

oder bei einer erworbenen autoimmunen Neuropathie (Kieseier et al., 2002) können die 

endoneuralen Makrophagen chemoattraktive Chemokine wie RANTES (regulated on 

activation, normal T-express and secreted) oder MIPs (Macrophage inflammatory 
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proteins) exprimieren und dadurch CD8+ T-Zellen anlocken. Makrophagen können 

CD8+ T-Zellen Myelinantigene im Kontext mit MHC-I Molekülen präsentieren; diese 

CD8+ Zellen können sich dann entweder in Effektor- oder in immunregulatorische 

Zellen differenzieren (Hartung et al., 1998a) und wiederum Anzahl und 

Aktivierungszustand der Makrophagen beeinflussen (Hartung et al., 1998a,c). Martini 

und Toyka (2004) begründen diese Hypothese mit der Beobachtung, daß in peripheren 

Nerven der RAG-1-defizienten Myelindoppelmutanten (Schmid et al., 2000; Kobsar et 

al., 2003) nicht nur CD8+T-Lymphozyten fehlen, sondern auch die Anzahl von 

Makrophagen wesentlich reduziert ist.  

Andererseits reagieren die Splenozyten von 8 Monate alten P0+/- Mäusen mit stärkerer 

Proliferation auf Myelinkomponenten als Splenozyten von Wildtyp Geschwistertieren 

(Schmid et al., 2000). Im Patienten mit CMT1 sind aktivierte, myelinspezifische T und 

B-Lymphozyten sowohl in Blut (Solders et al. 1992; Williams et al., 1987; 1993) als 

auch in Knochenmark und Liquor (Solders et al. 1992) nachweisbar. Folglich darf die 

exoneurale zentrale Immunregulation der peripheren Demyelinisierung in P0+/- und 

Cx32def Mäusen nicht vernachlässigt werden. 

Von wesentlicher praktischer Bedeutung ist die Frage, ob Lymphozyten die Aktivität 

der Makrophagen exo- oder endoneural modulieren, hier sind jedoch noch weitere 

Experimente notwendig.  

 

4.3. CD34+ Fibroblasten/Fibrozyten als mögliche zusätzliche 

Immunmodulatoren 

Wir haben in demyelinisierenden Nerven von P0+/- Myelinmutanten eine 

Hochregulation von CD34+/PDGFRα+ Fibroblasten/Fibrozyten nachgewiesen (Mäurer 

et al., 2003). Enge Zell-Zell Fibroblasten-Makrophagen Kontakte haben wir mit 

Immunelektronenmikroskopie auch in Cx32-defizienzen Mäusen beobachtet. 

Welche molekularen Ereignisse den endoneuralen Fibroblasten-Makrophagen 

Kontakten zugrunde liegen ist bisher unbekannt.  

Fibroblasten können in vivo bei manchen Pathologien wie rheumatoider Arthritis 

(Komuro et al., 2001; Buckley et al., 2004; Nanki et al., 2004; Saidenberg-Kermanach 

et al., 2004), autoimmuner Thyreoiditis (Hofbauer et al., 2002), Herzfibrose (Clancy et 

al., 2004), chronischer Darmentzündung (Ashcroft et al., 2003; Franchimont et al., 
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2004) u.a. oder in vitro mit proinflammatorischen Zytokinen (IL-1, IFN-γ, TNF-α) 

aktiviert werden. Aktivierte Fibroblasten können Makrophagen anlockende und 

aktivierende Substanzen, wie MCP-1 (Jeong et al., 2004), MCS-F (Udagawa et al., 

1990; Yoshida et al., 1990), MIP-1α (Min et al., 2004), MIP-3α (Ruth et al., 2003), LIF 

(leukemia inhibitory factor; Subang und Richardson, 2001),  RANKL (ligand of 

receptor for activation of nuclear factor kappa B (Lacey et al., 1998), sowie Zytokine 

wie TNF-α, Interleukin-1β und Inteleukin-6 (Murwani and Armati, 1998; Neumann et 

al., 2004) produzieren und/oder durch interzelluläre Kontakte die in vitro Produktion 

dieser Chemo- und Zytokine in Makrophagen stimulieren (Steinhauser et al., 1998; 

Neumann et al., 2004). Nach peripheren Nervenverletzungen ist die Produktion von 

MCP-1 and MIP-1α in endoneuralen Fibroblasten nachweisbar (Taskinen und Roytta, 

2000). 

Fibroblasten können durch Ausschüttung von Zytokinen, wie Osteoprotegerin (Simonet 

et al., 1997; Collin-Osdoby, 2004) und IL-10 (Min et al., 2002), Entzündungsreaktionen 

modulieren. 

Die Interaktion zwischen Fibroblasten und Makrophagen sowie von Fibroblasten 

produzierte Zytokine, wie Osteoprotegerin, spielen außer in der Pathologie auch eine 

Rolle in der Organogenese, wie in der Osteogenese (Kong et al., 1999; Teitelbaum, 

2000), der adulten Neurogenese (in Ratten, Mercier et al. 2002), der Entwicklung des 

lymphatischen Systems (Kong et al., 1999; Nishikawa et al., 2000) und der Brustdrüse 

(Srivastava et al., 2003).  

Für den Aufbau interzellulärer Kontakte exprimieren Fibroblasten 

Zelladhäsionsmoleküle (CAM) wie VCAM-1/CD106 (vaskuläre CAM), welches mit 

Makrophagen- VLA-4 (very late antigen-4, Integrin α4β1) interagiert (Nishikawa et al., 

2000; Neumann et al., 2004). 

Fibroblasten und Schwann’sche Zellen, die Hauptproduzenten der endoneuralen 

extrazellularen Matrix (ECM; Chernousov und Carey, 2000; Dubovy et al., 2004), 

könnten durch Modulierung der ECM- Komponenten auch die Mobilität von 

Immunzellen beeinflussen. In Suralisnerven von Patienten mit CMT1 (Palumbo et al., 

2002) und in einem PMP-22-defizienten Mausmodell von CMT1A (Misko et al., 2002) 

sind der Gehalt und die Verteilung von Kollagen IV und anderen ECM Komponenten 

in Vergleich zu Kontrolldaten deutlich verändert. Kollagen IV ermöglicht die Mobilität 
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von Immunzellen durch ECM bei Interaktion mit ihren VLA-1 (very late antigen-1, 

Integrin α1β1; Ben-Horin und Bank, 2004).  

Eine besondere Zellsubpopulation von Fibroblasten, so genannte Fibrozyten, die ca. 

0.1-0.5% der leukozytären Bestandteile des peripheren Blutes ausmacht, besitzt auch 

antigenpräsentierende Eigenschaften (Bucala et al., 1994; Quan et al., 2004). 

Fibrozyten sind durch die Expression von Kollagen I, MHC II, dem hämatopoetischen 

Stammzellmarker CD34 und dem kostimulatorischen Protein CD86 (Chesney et al., 

1997) charakterisiert. Im Blut zirkulierende Fibrozyten können in Bereichen von 

Wundheilung (Abe et al., 2001) und Gewebsverletzung bei autoimmunen (Schmidt et 

al., 2003) oder chronischen inflammatorischen (Barth et al., 2002) Erkrankungen 

migrieren. MHC-II+ Fibroblasten sind in Suralisnervenbiopsien von Patienten mit 

CMT nachweisbar (Sommer und Schröder, 1995; Stoll et al., 1998).   

Als möglicher chemoattraktiver Faktor für Fibrozyten ist TGF (transforming growth 

factor)-β1 beschrieben (Abe et al., 2001). TGF-β1 wird von Schwann’schen Zellen 

exprimiert (McLennan und Koishi, 2002) und ist sowohl in die axon- gliale 

Wechselwirkung (Einheber et al., 1995) und in Myelinerhaltung (Day et al., 2003), als 

auch in die Interaktion zwischen Schwann’schen- und Immunzellen bei 

Nervenverletzung (Rufer et al., 1994) und Inflammation (Kieseier et al., 2000)  

involviert.   

Die Literaturangaben über die Funktion der CD34+ Fibrozyten sind bisher sehr 

eingeschränkt. Wir vermuten, daß die CD34+ Fibroblasten eine Rolle in der 

Pathogenese in Mausmodellen von CMT1X und CMT1B spielen (Mäurer, 2002, 2003). 

 

4.4. Bedeutung unserer Untersuchung im Hinblick auf die 

Pathogenese und therapeutischen Optionen bei CMT1 in Menschen 

Bisher fehlen effektive kausale Behandlungsmethoden für CMT. Eine Gentherapie, bei 

der mutierte Myelingene durch die Einbringung von Wild-Typ Genen ersetzt werden 

sollen (Guenard et al., 1999), trifft auf eine Reihe konzeptioneller Probleme: Nur 

wenige CMT Formen werden von Null-Mutationen hervorgerufen. Pathologische 

Veränderungen beruhen häufig auf einem dominant negativen Effekt eines veränderten 

Genproduktes (Kirschner und Saavedra, 1994; Martini et al., 1995a; Wong und Filbin, 

1996; Shy et al., 2004), wie wir es auch in einem Modell der tomakulärem Subform 
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(Gabreels-Festen et al., 1996) von CMT1B beobachtet haben (Rünker et al., 2004). 

Bisher gibt es keine Möglichkeiten die Expression eines mutierten Genes in allen 

Schwann’schen Zellen zu hemmen oder ein normales Myelingen in das Genom 

einzubauen, um dadurch die Produktion der richtigen Dosis des entsprechenden 

Myelinproteins zu gewährleisten. Sogar wenn diese Probleme gelöst würden, muß man 

die Vielfalt der mit CMT verbundenen Mutationen beachten, wo jeder Fall ein 

unterschiedliches gentherapeutisches Verfahren erfordert. 

Sereda et al. (2003) haben eine Korrelation zwischen Schweregrad der peripheren 

angeborenen Neuropathie und dem Progesterongehalt beschrieben. Die dieser Arbeit 

zugrundeliegende Eigenschaft des Progesterons, die Expression von P0 und PMP22 

Genen in kultivierten Schwann’schen Zellen zu regulieren, haben die Autoren auch in 

vivo in einem PMP22 überexprimierenden Rattenmodell der CMT1A nachgewiesen. In 

diesem Rattenmodell hatte der  Progesteronantagonist Onapristone eine klinische und 

morphologische Abmilderung der peripheren Neuropathie hervorgerufen. Die Daten 

von Sereda et al. (2003) zeigen, daß der Progesteronrezeptor der myelinisierenden 

Schwann’schen Zellen als ein versprechendes pharmakologisches Ziel betrachtet 

werden  kann. 

Passage et al. (2004) haben die Abmilderung einer peripheren Neuropathie nach 

Behandlung mit Ascorbinsäure in einem Mausmodell von CMT1A mit Überexpression 

von PMP-22 beobachtet. Die Autoren erklären ihre Ergebnisse mit der modulierenden 

Wirkung von Vitamin C auf  die Biosynthese von PMP-22. Jedoch sind bei diesem 

Ansatz noch viele offene Fragen zu klären. So unterscheidet sich der Ascorbinsäure- 

Metabolismus der Maus von dem des Menschen: Mäuse können, im Gegensatz zu 

Menschen, Ascorbinsäure selbst synthetisieren (Smirnoff, 2001). 

Sowohl Befunde unserer Arbeitsgruppe (Schmid et al., 2000; Carenini et al, 2001; 

Mauerer et al., 2001, 2002, 2003; Kobsar et al., 2002, 2003) als auch Literaturdaten 

über degenerative Erkrankungen des Nervensystems in anderen Mausmodellen 

(Matsushima et al., 1994) und in Menschen (Dunne, 1993; Arahata, 1995; McGuinnes 

et al., 1995; Klein et al., 2002) weisen oft auf die pathogenetische Beteiligung des 

Immunsystems hin. 

Martini und Toyka (2004) referieren über Subformen der CMT mit Komponenten der 

CIDP. Diese Komponenten umfassen für CMT atypische Symptome, wie plötzliche 

schnelle Progression der Neuropathie, asymmetrische oder proximale Muskelschwäche, 
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Parästhesien, Schmerzen und epi-perineurale oder perivaskuläre inflammatorische 

Zellinfiltrate in Suralisnervenbiopsien (Dyck et al., 1982; Crawford und Griffin, 1991; 

Reilly et al., 1998; Malandrini et al., 1999; Rajabally  et al., 2000; Donaghy et al., 

2000; Watanabe et al., 2002; Vital et al., 2003; Ginsberg et al., 2004). In den Fällen, in 

denen Immunzellen analysiert worden waren, war die Anzahl von CD4+ T-

Lymphozyten im peripheren Nerven erhöht. Im Gegensatz zu den „typischen“ Formen 

der CMT, respondierten die Patienten mit oben genannter Subform positiv auf anti-

inflammatorische Behandlungsversuche. Im Ganzen zeigten sie klinische und 

zytomorphologische Ähnlichkeiten der peripheren Neuropathie mit erworbenen 

inflammatorischen Neuropathien wie CIDP und GBS.  

Die Abwesenheit der positiven Wirkung von anti-inflammatorischen Therapeutika wie 

Cortikosteroiden bei den meisten CMT1 Patienten, ebenso wie bei unserem 

Mausmodell der CMT1B (Martini und Toyka, 2004) kann durch relative Resistenz von 

CD8+ T- Zellen gegen Cortikosteroide (Leussink et al., 2001) erklärt werden. 

Andererseits ist es möglich, daß residente endoneurale Makrophagen, die im Vergleich 

zu hämatogenen Monozyten genauso aktiv an peripherer Demyelinisierung von P0+/- 

Mäusen teilnehmen (Mäurer et al., 2003), schwieriger für Cortikosteroide erreichbar 

sind (Martini und Toyka, 2004).  

Die periphere Myelinpathologie der untersuchten P0+/- und Cx32def Myelinmutanten 

ähnelt jedoch dem morphologischen Bild in Suralisnerven der Patienten mit 

entsprechenden Formen von CMT1 (Martini, 1997). Auch die 

elektronenmikroskopischen Anzeichen einer Beteiligung  der phagozytierenden 

Makropagen an der Demyelinisierung bei menschlicher CMT (Vital et al., 1992; 

Gabreels-Festen et al., 2002) gleichen den entsprechenden endoneuralen Profilen von 

P0+/- oder Cx32def Mäusen. Einzelne Untersuchungen der Makrophagenanzahl in 

Suralisnerven von Patienten mit CMT1A (Stoll et al., 1998) ohne CIDP-ähnliche 

Anzeichen weisen auf eine Hochregulierung und Aktivierung von endoneuralen 

Makrophagen, vergleichbar zu immunhistochemischen Befunden in P0+/- oder Cx32def 

Myelinmutanten, hin. Folglich können wir vermuten, daß in den meisten Varianten von 

CMT1 und in den untersuchten Mausmodellen andere Mechanismen die Aktivität und 

Funktion endoneuraler Immunzellen regulieren, als bei CIDP und der CIDP- ähnlichen 

Form von CMT1. Beispielsweise haben wir in einem Mausmodell des Dejerine-Sottas 

Syndroms, P0-/- Mäusen, gezeigt, daß die RAG-1 Defizienz sich auch negativ auf 

demyelinisierte periphere Nerven auswirken kann (Berghoff et al., 2005). Generell 
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können die Immunzellen neurotrophe Faktoren wie nerve growth factor (NGF) und 

BDNF (brain derived neurotrophic factor) produzieren (Kerschensteiner et al., 2003), 

die ihrerseits das Überleben von Neuronen nach neuronalem Trauma oder Degeneration 

unterstützen können (Kermer et al., 2000; Guillin et al., 2001). 

Die vorliegenden Ergebnisse unterstreichen die Notwendigkeit einer weiterführenden 

Untersuchung der Interaktion zwischen endoneuralen Glia- und Immunzellen bei 

angeborenen CMT Neuropathien. Nur ausführliche Erkenntnisse über Signalkaskaden 

und Immunreaktionen in peripheren Nerven von Mausmodellen und Patienten mit 

CMT1 können uns zu wirkungsvollen Behandlungsverfahren führen. 
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5. Zusammenfassung 

Ziel der vorliegenden Arbeit war, zu untersuchen, ob Immunzellen den Schweregrad 

einer peripheren Neuropathie im Mausmodell von CMT1X (Cx32def (Cx32-defiziente) 

Maus) beeinflussen können. Mit Hilfe von immunhistochemischen Färbemethoden, 

lichtmikroskopischen, immunelektronenmikroskopischen und computergestützen 

konventionellen elektronenmikroskopischen Auswertungsverfahren wurde die Anzahl 

von endoneuralen Makrophagen und CD8+ T-Zellen, sowie die Morphologie von 

Quadricepsnerven und ventralen Spinalwurzeln analysiert.. 

Aufgrund der vorliegenden Ergebnissen können dabei folgende Aussagen getroffen 

werden: 

1. Makrophagen und CD8+ T-Zellen sind in Quadricepsnerven von Cx32-defizienten 

Mäusen hochreguliert, wobei die Anzahl der endoneuralen Makrophagen die 

Anzahl der CD8+ T-Zellen wesentlich übersteigt. Die Anzahl war altersabhängig 

und korrelierte mit dem Schweregrad des pathomorphologischen Bildes der 

peripheren Neuropathie. 

2. Mit Immunelektronenmikroskopie haben wir eindeutig identifizierbare endoneurale 

Makrophagen innerhalb der endoneuralen Röhren in engem Kontakt zu 

demyelinisierten oder in Demyelinisierung begriffenen Axonen nachgewiesen. 

Endoneurale Makrophagen enthielten häufig Reste von phagozytiertem Myelin.   

3. Bei Immun- und konventioneller Elektronenmikroskopie haben wir häufig 

ausgeprägte Kontakte zwischen Makrophagen und Fibroblasten beobachtet.  

4. In Cx32def/RAG-1-/- Doppelmutanten, die zusätzlich zu der Myelinmutation auch 

keine reifen Lymphozyten beinhalten, ist eine signifikant geringere Hochregulation 

der Anzahl von endoneuralen Makrophagen nachweisbar, ebenso eine wesentliche 

Abmilderung der pathologischen Veränderungen von Quadricepsnerven und 

ventralen Spinalwurzeln im Vergleich zu Cx32def/ RAG-1+/?  Geschwistertieren. 

Diese Ergebnisse lassen die Schlußfolgerung zu, daß Makrophagen und CD8+ T-Zellen 

die primär genetisch-bedingte Demyelinisierung im Mausmodell für CMT1X 

wesentlich verstärkend beeinflussen. Aufgrund der ähnlichen Literaturdaten über das 

Mausmodell von CMT1B  (P0+/- Mutante) können wir vermuten, daß die Interaktion 

zwischen Schwann- und Immunzellen eine wichtige Komponente der peripheren 

Demyelinisierung  in Mausmodellen für CMT1 ist.    
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6. Glossar 

BDNF brain derived neurotrophic factor 

CAM cell adhesion molecule 

CH kongenitale Hypomyelinisierung 

CIDP chronic inflammatory demyelination polyneuropathy 

CMT Charcot-Marie-Tooth (Neuropathie oder Krankheit) 

Cx32 Connexin-32 

Cx23def Cx32-defiziente (Maus) 

DAB 3,3 Diaminobenzidin-tetrachlorid Dihydrat 

DSS Déjérine-Sottas Syndrom 

F4/80 makrophagales Antigen 

FACS fluorescence activated cell sorting 

GJB1 gap junction Protein B1 (Connexin 32) 

GPCR Agonist der G-Protein- gebundenen Rezeptoren  

HMN hereditäre motorische Neuropathie 

HMSN hereditären motorisch-sensiblen Neuropathie(n) 

HNPP hereditary neuropathy with a liability to develop pressure palsies 

HSAN hereditäre sensible/ autonome Neuropathie 

HSN hereditäre sensible Neuropathie 

EGR2 early growth response 2 

ERK 1/2 extracellular signal-regulated kinase 
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IFN-γ    Interferon-γ 

IP-10    Interferon-γ induzierbares Protein 10 KDa 

JNKs c-Jun amino teminal kinases 

KIF1b Kinesin Isoform 1B   

LIF leukemia inhibitory factor 

LMNA Lamin A/C 

M ± SD Mittelwerte ± Standartabweichung  

MAPK mitogen aktivated protein kinase 

MCP monocyte chemoattractant protein 

MCSF macrophage colony stimulating factor 

MHC major histocompatibility complex 

MIP macrophage inflammatory protein 

MPZ Myelin Protein Zero 

NEFL neurofilament-light chain 

NGF nerve growth factor 

NF-Dichte Neurofilamentdichte 

NF-kappaB nuklear factor-kappaB 

NLG Nervenleitgeschwindigkeit  

P0 Myelin Protein Zero 

P0+/- P0-heretozygot defiziente (Maus) 

P0-/- P0-homozygot defiziente (Maus) 



 53  

PDGFRα platelet derived growth fakctor alfa 

PMP-22 peripheres Myelinprotein-22 KDa 

PNS peripheres Nervensystem 

RAG-1 recombinant-activating gene–1   

RANKL ligand of receptor for activation of nuclear factor kappa B 

RANTES regulated on activation, normal T express and secreted (chemokin) 

TGF-β1 transforming growth factor-β1  

TNF-α Tumornekrosefaktor-α 

VCAM-1 vascular cell adhesion molecule 

VLA very late antigen  

ZNS zentrales Nervensystem 
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