
Aus der Neurochirurgischen Klinik und Poliklinik

der Universität Würzburg

Direktor: Professor Dr. med. Ralf-Ingo Ernestus

Therapie des Hirnschadens nach Neurotrauma mit dem humanen

C1-Inhibitor Berinert

Inaugural - Dissertation

zur Erlangung der Doktorwürde der

Medizinischen Fakultät

der

Julius-Maximilians-Universität Würzburg

vorgelegt von

Irmak Salur

aus

Bonn

Würzburg, Januar 2018



Referentin: Prof. Dr. med. Anna Leena Sirén 

Korreferentin: Prof. Dr. med. Nurcan Üçeyler

Berichterstatter: Prof. Dr. med. Stefan Störk

Dekan: Prof. Dr. med. Matthias Frosch

Tag der mündlichen Prüfung: 06.12.2018

Die Promovendin ist Ärztin



Für meine Eltern



Inhaltsverzeichnis

1 Einleitung...........................................................................................................1

1.1 Schädel-Hirn-Trauma: Definition, Inzidenz und Pathophysiologie.............1

1.2 Das posttraumatische Hirnödem................................................................3

1.2.1 Das vasogene Hirnödem.....................................................................4

1.2.2 Das zytotoxische Hirnödem................................................................6

1.3 Neuroinflammation.....................................................................................8

1.4 Das Kallikrein-Kinin-System.....................................................................10

1.5 Fragestellung der Arbeit...........................................................................14

2 Material und Methoden....................................................................................15

2.1 Material.....................................................................................................15

2.1.1 Verbrauchsmaterialien......................................................................15

2.1.2 Geräte................................................................................................16

2.1.3 Puffer und Lösungen.........................................................................17

2.1.4 Reagenzien und Antikörper...............................................................19

2.2 Methoden..................................................................................................21

2.2.1 Kälteläsionen.....................................................................................21

2.2.1.1 Versuchstiere.............................................................................21

2.2.1.2 Narkose......................................................................................21

2.2.1.3 Induktion fokaler Kälteläsionen..................................................22

2.2.1.4 Posttraumatische Phase............................................................28

2.2.1.5 Hirnentnahme............................................................................28

2.2.2 Bestimmung des Läsionsvolumens..................................................28

2.2.3 Ermittlung des Hirnödems.................................................................29

2.2.4  Western  Blotting  zum  Nachweis  der  Thrombusbildung  und

Bestimmung der BHS-Störung...................................................................31

2.2.4.1 Probenaufbereitung...................................................................31

2.2.4.2 Proteinquantifizierung................................................................31

2.2.4.3  SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)..............33

2.2.4.4 Semi-Dry-Blotting.......................................................................34

2.2.5 Histologie und Immunhistochemie....................................................35

3 Statistische Auswertung...................................................................................37



4 Ergebnisse.......................................................................................................38

4.1 Läsionsvolumen nach Behandlung mit C1-Inhibitor.................................38

4.2 C1-Inhibitor reduziert das vasogene Hirnödem nach Trauma.................40

4.3 Antiinflammatorischer Effekt des C1-Inhibitors........................................42

4.4 Antithrombotischer Effekt des C1-Inhibitors.............................................45

5 Diskussion........................................................................................................48

5.1 Methodische Überlegungen.....................................................................48

5.2 Diskussion der Ergebnisse.......................................................................50

6 Zusammenfassung..........................................................................................53

7 Literaturverzeichnis..........................................................................................54

8 Abbildungsverzeichnis.....................................................................................68



1 Einleitung

1.1 Schädel-Hirn-Trauma:  Definition,  Inzidenz  und  Patho-

physiologie

Das Schädel-Hirn-Trauma (SHT) entsteht durch eine äußere Gewalteinwirkung

auf den Schädel und/oder das Gehirn. Hierbei unterscheidet man abhängig vom

klinischen Zustand des Patienten, der durch die Glasgow Coma Scale (GCS)

abgebildet wird, zwischen einem leichten (GCS 15-13), mittelschweren (GCS

12-9) und schweren SHT (GCS 8-3)  sowie abhängig von Verletzungsfolgen,

zwischen einem gedeckten und offenen SHT. Das offene SHT geht mit einer

Perforation der Kopfhaut, des Schädelknochens sowie der Dura mater einher

(Firsching et al., 2015, Teasdale et al., 2014).

Europaweit  erleiden  pro  Jahr ca.  2,5  Millionen  Menschen  ein  SHT

verschiedener Schweregrade (Maas et al.,  2014). In Deutschland beträgt die

Zahl der registrierten Fälle etwa 330 von 100.000 Einwohnern mit etwa 2750

Todesfällen pro Jahr (Rickels et al., 2010).

Das SHT wird bei 20- bis 45-Jährigen v.a. durch Sport- oder Verkehrsunfälle

und bei  älteren  Menschen durch  Sturzereignisse  verursacht  (Peeters  et  al.,

2015). Menschen, die ein schweres SHT überleben, können unter bleibenden

massiven Behinderungen leiden,  aber  auch ein  mittelschweres oder  leichtes

SHT kann die Lebensqualität eines Menschen nachhaltig und langfristig beein-

trächtigen.  Das  SHT verursacht  enorme direkte  und  indirekte  Kosten;  allein

durch  Arbeitsausfall  werden  in  Deutschland  Kosten  von  hochgerechnet  2,5

Milliarden Euro jährlich verursacht (Rickels et al., 2010). Im letzten Jahrzehnt

erkannte  man  zudem,  dass  das  SHT  chronisch  fortschreitende  neuro-

degenerative  Prozesse  wie  z.B.  dementielle  Erkrankungen  auslösen  kann

(Johnson et  al.,  2010;  Wilson et  al.,  2017).  Das SHT stellt  also ein  großes

sozioökonomisches  Problem  dar.  Trotz  stetiger  Bemühungen,  diagnostische

und therapeutische Maßnahmen zu verbessern, sind die Therapieoptionen des

SHT limitiert (Stochetti et al., 2017; Hawryluk und Bullock, 2016).
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Die klinische Prognose des SHT wird durch die traumabedingt entstandenen

primären  und  sekundären  Hirnschäden  bestimmt.  Der  primäre  Hirnschaden

entsteht im Augenblick der Gewalteinwirkung, ist irreversibel und therapeutisch

nicht  zu  beeinflussen.  Er  dient  als  Ausgangspunkt  für  die  sekundären

Hirnschäden.  Zu  den  Primärschäden zählen  Kontusion,  fokale  oder  diffuse

Blutung sowie diffuse axonale Schädigung (Blennow et al., 2012; Shlosberg et

al., 2010; Hill et al., 2016).

Der sekundäre Hirnschaden wird durch verschiedene Pathomechanismen, die

nach  Trauma  in  Gang  gesetzt  werden  und  zu  einer  fortschreitenden

funktionellen  und strukturellen  Zellschädigung führen,  bewirkt.  Hierzu  zählen

zytotoxisches  und  vasogenes  Hirnödem,  Ischämie,  Inflammation  und

Thrombusbildung (Unterberg et al., 2004; Donkin und Vink 2010; Shlosberg et

al.,  2010;  Schwarzmaier  und  Plesnila,  2014).  Des  Weiteren  entsteht  der

sekundäre Hirnschaden durch extrakranielle Ursachen, die häufig als klinische

Komplikationen  bei  Schädel-Hirn-Verletzten  auftreten,  wie  Hypoxie  oder

systemische  arterielle  Hypotension  (Firsching  et  al.,  2015;  Stochetti  et  al.,

2017).

Da der primäre Hirnschaden irreversibel und kaum beeinflussbar ist, versuchen

verschiedene  Therapieansätze  des  SHT  in  die  Pathomechanismen

einzugreifen,  um  vor  sekundären  Hirnschäden  zu  schützen  bzw.  eine

fortschreitende Zellschädigung auf ein Minimum zu reduzieren (Hill et al., 2016;

Hawryluk und Bullock, 2016).

Diese durch den Primärschaden in Gang gesetzten Kaskaden bewirken eine

unkontrollierte  Freisetzung  von  Mediatorsubstanzen  wie  z.B.  pro-

inflammatorischen  Zytokinen,  freien  Radikalen,  exzitatorischen  Aminosäuren

(wie  z.B.  Glutamat),  Stickstoffmonoxid  oder  Arachidonsäure.  Es  kommt  zur

Schädigung  der  Blut-Hirn-Schranke  (BHS),  Infiltration  mit  inflammatorischen

Zellen  (Makrophagen,  Neutrophile  etc.)  sowie  der  Aktivierung  der

Komplementkaskade (Blennow et al., 2012; Shlosberg et al, 2010; Simon et al.,
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2016).  Der  dadurch  entstehende Sekundärschaden kann durch  systemische

arterielle Hypotension und Hypoxie zusätzlich verstärkt werden. Diese frühen

pathologischen Prozesse können weiter fortschreiten und akute Komplikationen

wie  intrakraniellen  Druckanstieg,  Ischämie,  Epilepsie  und  letztendlich  Tod

verursachen.  Parallel  dazu  entwickeln  sich  langsam  fortschreitende  patho-

physiologische Mechanismen wie Neovaskularisation, Transformation und Dys-

funktion von Astrozyten und Veränderungen von synaptischen Verbindungen.

Dies  begünstigt  so die  Entstehung von Epilepsie  und psychiatrischen sowie

neurodegenerativen Erkrankungen wie z.B. Alzheimer-Demenz (Blennow et al.,

2012; Wilson et al., 2017; Johnson et al., 2010;)

1.2 Das posttraumatische Hirnödem

Die  pathophysiologischen  Mechanismen,  welche  nach  einem SHT ablaufen,

resultieren  häufig  in  der  Bildung  eines  Hirnödems,  welches  aus  einer

vasogenen  und  einer  zytotoxischen  Komponente  besteht  und  einen

raumfordernden  Effekt  auf  das  umgebende  gesunde  Hirngewebe  ausübt

(Donkin und Vink,  2010).  Da das posttraumatische Hirnödem wesentlich die

Mortalität und Morbidität der SHT-Patienten beeinflusst, ist es wichtig, die dem

zugrundeliegenden Pathomechanismen zu verstehen.

Der  raumfordernde  Effekt  des  posttraumatischen  Hirnödems  führt  zu  einer

Beeinträchtigung  der  Gewebsperfusion  und  somit  der  Sauerstoffversorgung.

Dadurch  bedingt  kommt  es  zu  einer  Ischämie  mit  Zerstörung  zellulärer

Mechanismen wie  transzellulärer  Ionenpumpen (z.B.  ATP-abhängige  Na+/K+-

Ionenpumpe) durch Sauerstoff- und Energiemangel (Salehi et al., 2017). Das

dadurch resultierende zytotoxische Hirnödem führt zu einer weiteren Zunahme

des  Läsionsvolumens,  was  wiederum  den  raumfordernden  Effekt  des

vasogenen Ödems verstärkt („Circulus vitiosus“) (Marmarou et al., 2006; Donkin

und Vink, 2010). Durch anatomische Begrenzungen wie der Schädelknochen
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kann sich das ödematöse Gehirn nicht  weiter  ausdehnen und es kommt zu

einem Anstieg des intrakraniellen Drucks und so letztendlich zu einer Mittel-

linienverlagerung und Herniation des Gehirns mit Koma bzw. Tod des Patienten.

Ein intrakranieller  Druckanstieg wird ebenso bei  traumatisch bedingten intra-

kraniellen  Blutungen  mit  Einklemmungsgefahr  beobachtet  (Firsching  et  al.,

2015; Stocchetti et al., 2017). 

Die  Monro-Kellie-Doktrin  besagt,  dass  die  Schädelhöhle  als  ein  „starres

Behältnis“ („rigid box“)  ein definiertes Volumen (1600 ml) innehat und aus 3

Komponenten besteht: Hirngewebe (80 %), Blut (12 %), Liquor (8 %). Um den

intrakraniellen  Druck  konstant  zu  halten,  muss deren Summe immer  gleich-

bleiben:

V (gesamt) = V (Hirngewebe) + V (Blut) + V (Liquor)

Die  Zunahme  einer  Komponente  bzw.  eine  zusätzliche  intrakranielle

Raumforderung bedingt die Abnahme der anderen beiden Komponenten, damit

das  Gesamtvolumen  konstant  bleibt.  Falls  dies  nicht  möglich  ist,  steigt  der

intrakranielle Druck mit Gefahr einer Einklemmung (Mokri, B., 2001; Kinoshita,

K., 2016).

Im Folgenden soll eine Erläuterung sekundärer Hirnschäden mit Verdeutlichung

der ablaufenden pathophysiologischen Prozesse stattfinden.

1.2.1 Das vasogene Hirnödem

Das SHT führt vorwiegend zum vasogenen Hirnödem (Donkin und Vink, 2010).

Ursächlich für die Entstehung des vasogenen Hirnödems ist eine Störung der

BHS. Die BHS ist  eine hochselektive Barriere zwischen dem Hirnparenchym

und  dem  Blutstrom.  Sie  dient  dazu,  die  besondere  Homöostase  des

Nervengewebes  aufrechtzuerhalten  und  regelt  den  parazellulären  Stoff-
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austausch.  Wesentliche Bestandteile  dieser  Barriere sind  kapilläre Endothel-

zellen, die über  tight junctions eng miteinander verknüpft sind.  Typische  tight

junction-Proteine  sind  Occludin  und  Claudin-5  (Obermeier  et  al.,  2013).  Die

Endothelzellen sind eng mit Perizyten und Astrozyten verbunden (s. Abb. 1).

Durch  verschiedene  pathologische  Prozesse  wie  exzessive  Vasodilatation,

hypertensive  Krise  oder  Schlaganfall  kann  es  zu  einer  Störung  der  BHS

kommen, indem die tight junctions geöffnet werden und die Gefäßpermeabilität

dadurch steigt. Das führt zum Austritt der intravasalen Flüssigkeit in den Extra-

zellulärraum mit dem Resultat eines vasogenen Ödems (Obermeier et al., 2013,

Donkin und Vink, 2010; Chodobski et al., 2011).
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1.2.2 Das zytotoxische Hirnödem

Bei  einem  zytotoxischen  Hirnödem  kommt  es  zu  einer  intrazellulären

Flüssigkeitsansammlung  (Donkin  und  Vink  2010).  Das  SHT  führt  zu

Veränderungen  des  zerebralen  Blutflusses  mit  Dysfunktion  der

zerebrovaskulären  Autoregulation  und  des  zellulären  Metabolismus  und

6

Abb.  1: Schematische Darstellung der BHS und neurovaskulären Einheit im geschä-
digten Hirngewebe (aus Chodobski et al., 2011. Die schriftliche Druckerlaubnis wurde
eingeholt).

CCL2:  CC-Chemokin-Ligand 2; ICAM1:  Interzelluläres Zelladhäsionsmolekül 1; IL-1ß:
Interleukin-1ß;  MMP:  Matrix-Metalloproteasen;  NO:  Stickstoffmonoxid;  PMN:
polymorphkerniger Leukozyt;  ROS:  reaktive Sauerstoffspezies;  TGF-ß:  Tumor-
wachstumsfaktor  ß;  TJ:  tight  junction;;  TNF-α:  Tumornekrosefaktor-α;  VCAM1:
Vascular Cell Adhesion Molecule 1 ; VEGFA: Vascular Endothelial Growth Factor A.



dadurch  bedingt  einer  inadäquaten  Sauerstoffversorgung  des  Hirngewebes.

Durch  Hypoxie  und  die  durch  den  oxidativen  Stress  entstandenen  freien

Radikale  kommt es zum Versagen der  membrangebundenen Na+/K+-ATPase

und damit zur Störung des zellulären Elektrolytgleichgewichts mit Natrium- und

Wassereinstrom  in  den  intrazellulären  Raum  sowie  Akkumulation  von

Kaliumionen  extrazellulär.  Des  Weiteren kommt  es  zu  einer  exzessiven

Freisetzung von exzitatorischen Aminosäuren wie Glutamat, was durch Öffnung

von  spannungsabhängigen  Ca2+- und  Na+-Kanälen  zu  einem  konsekutiven

Calcium-  und  Natriumeinstrom in  den  intrazellulären  Raum mit  Folge  eines

apoptotischen bzw. nekrotischen Zelltodes führt (s. Abb. 2)

An  der  Entstehung  des  zytotoxischen  Ödems  sind  maßgeblich  Astrozyten

beteiligt,  die direkt mit  der BHS interagieren. Im „Controlled cortical  impact“-

Tiermodell konnte man bereits 2-4 Stunden nach SHT histologische Merkmale

eines zytotoxischen Ödems beobachten (Chodobski et al., 2011).
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1.3  Neuroinflammation

Inflammatorische Prozesse tragen erheblich zum Sekundärschaden bei (Simon

et al.,  2016; Cederberg und Siesjö, 2010).  Eine zentrale Rolle dabei spielen

inflammatorische  Mediatoren  wie  z.B.  Interleukine.  Diese  bewirken  die

Rekrutierung von Entzündungszellen (Makrophagen, neutrophile Granulozyten)

in  das  Läsionsareal  und  Mikroglia-Aktivierung  (Simon  et  al.,  2016;

8

Abb. 2: Darstellung sekundärer Hirnschäden nach SHT (nach Raslan et al., 2012)

Na+/K+-ATPase: Natrium/Kalium-Adenosintriphosphatase



Schwarzmeier  und  Plesnila,  2014).  Nach  einer  Hirnverletzung  sind  sowohl

eingewanderte  Entzündungszellen  als  auch  Mikroglia,  Oligodendrozyten,

Astrozyten  und  Neurone  in  der  Lage,  inflammatorische  Mediatoren  zu

produzieren  (Simon  et  al.,  2016;  Schwarzmaier  und  Plesnila,  2014;  Albert-

Weißenberger et al., 2013).
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1.4 Das Kallikrein-Kinin-System

Das  Kallikrein-Kinin-System  ist  ein  physiologisches  Regelsystem,  das  nach

Gewebsverletzung  eine  wichtige  regulatorische  Rolle  bei  Vasodilatation,

Gefäßpermeabilität,  Ödembildung,  Entzündung,  Migration  von  inflamma-

torischen Zellen sowie Schmerzvermittlung spielt  (Leeb-Lundberg et al., 2005;

Marceau und Regoli, 2004).

Dieses  System  kann  zum einen  im  Plasma  und  zum  anderen  im  Gewebe

ablaufen.  Im Plasma wird das System durch aktivierten FXII  (FXIIa)  initiiert,

welches Präkallikrein spaltet und so Plasmakallikrein freisetzt. Plasmakallikrein

wiederum setzt das Bradykinin aus seiner inaktiven Vorstufe, dem Kininogen

frei.  Im  Gewebe  läuft  diese  Kaskade  ähnlich  ab,  jedoch  mit  wichtigen

Unterschieden: Statt durch FXIIa wird das System durch andere Serinproteasen

initiiert und das freigesetzte Kinin ist Kallidin und nicht Bradykinin. Die Kinine

vermitteln  ihre  Effekte  durch  Bindung  an  zwei  G-Protein-gekoppelten

Rezeptoren (GPCR), dem Kininrezeptor B1 und B2 (für eine Übersicht siehe

Albert-Weissenberger  et  al.,  2013).  Es  wurde  nachgewiesen,  dass  alle

Komponenten  des Kontakt-Kinin-Systems  im Hirn vorhanden sind  und dieses

System nach Hirnverletzungen aktiviert  wird.  Nach einer  Hirnverletzung,  wie

Schlaganfall  oder  SHT,  trägt  dieses  System  zu  einer  Ausweitung  des

Hirnschadens  bei  (Albert-Weissenberger  et  al.,  2014, 2013).  Ein  direkter

Zusammenhang  zwischen  der  Ausschüttung  des  Bradykinins  nach  einer

traumatischen Hirnverletzung und der Ausbildung eines Hirnödems wurde von

Arbeitsgruppen  des  Klinikums  der  Universität  München  an  Patienten  belegt

(Kunz et al., 2013). Das Kallikrein-Kinin-System kann kaum isoliert betrachtet

werden,  da  wichtige  Vernetzungen  zu  anderen  biologischen  Systemen

bestehen,  beispielsweise  über  FXIIa  zur  intrinsischen  Gerinnung  und  der

Kininase II  zum Renin-Angiotensin-System (s.  Abb. 3). Dass dies eine Rolle

nach Hirnverletzungen spielt, zeigt auch die Forschung der letzten Jahre. So

wurde  gezeigt,  dass  eine  Plasmakallikrein-Defizienz  bei  experimentellem

Schlaganfall eine Ausweitung des Gewebeschadens und die damit funktionellen
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Defizite vermindert.  Zum  einen  verhindert  die  Plasmakallikrein-Defizienz  die

Bradykinin-Ausschüttung,  zum  anderen  läuft  die  intrinsische  Gerinnung  nur

eingeschränkt  ab  (FXII  kann  durch  Plasmakallikrein  aktiviert  werden).

Gemeinsam bewirkt dies eine verminderte Ausweitung des Gewebeschadens

und führt zu einem besseren funktionellen Outcome (Göb et al., 2015). Nach

experimentellem  SHT  führt  eine  Hemmung  des  FXIIa  (genauso  wie  eine

Defizienz  des  FXII)  zu  einem  geringeren  Gewebeschaden.  Auch  hier  wird

vermutet,  dass  dies  sowohl  über  die  Hemmung  der  Bradykinin-vermittelten

Effekte  als  auch  über  die  Hemmung  der  intrinsischen  Gerinnung  geschieht

(Hopp et al., 2016, 2017).
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Im  Plasma  ist  der  C1-Inhibitor  der  wichtigste  Inhibitor  des  Kallikrein-Kinin-

Systems (Caliezi et al., 2000). Es handelt sich dabei um ein 478 Aminosäuren

großes Protein, das zur Familie der Serpine gezählt wird. Als Serinprotease-

Inhibitor  hemmt  er  unter  anderem  die  Aktivität  des  FXIIa  und  des

Plasmakallikreins. Des Weiteren ist bekannt, dass der C1-Inhibitor die initiale

Aktivierung  des  Komplement-Systems  und  dessen  Auswirkungen  hemmt

(Schoenfeld et al., 2016). Außerdem scheint der C1-Inhibitor auch unabhängig

von seiner Aktivität als Serinprotease-Inhibitor biologische Effekte zu besitzen.

So  wurde  beispielsweise  berichtet,  dass  er  über  Bindung  an E-  and  P-

Selektinen auf Endothelzellen die  Transmigration von Leukozyten verhindern

könne  (Cai  et  al.,  2005;  Cai  und  Davis,  2003).  Nach  experimentellem

Schlaganfall bewirkt eine therapeutische Behandlung mit 15 IU C1-Inhibitor 1

Stunde  nach  Reperfusion  eine  deutliche  Reduktion  des  Infarktvolumens

(Heydenreich et al., 2012). Der Einfluss einer therapeutischen Behandlung mit

dem  C1-Inhibitor  wurde  in  einem  SHT-Mausmodell,  dem  sogenannten

„Controlled cortical impact“-Modell untersucht. Die Studien zeigen, dass sowohl

eine Behandlung mit 15 IU C1-Inhibitor 10 Min. als auch 1 Stunde nach Hirn-

trauma die Schäden vermindert. Die therapeutische Behandlung 10 Min. nach

Hirnschädigung führte in den Mäusen zu weniger motorischen und kognitiven

Beeinträchtigungen und einem geringeren Läsionvolumen. Eine Behandlung 1

Stunde  nach  Hirnschädigung  führte  lediglich  zu  weniger  motorischen

Beeinträchtigungen (Longhi et al., 2008, 2009). Aus translationaler Sicht ist der

C1-Inhibitor sehr interessant, da er bereits für die Behandlung von Patienten mit

hereditärem Angioödem zugelassen ist.
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1.5 Fragestellung der Arbeit 

Vorangegangene  Studien  belegten,  dass  das  Kontakt-Kinin-System  ent-

scheidend zur Ausprägung des posttraumatischen Hirnschadens beiträgt. Der

C1-Inhibitor inhibiert das Kontakt-Kinin-System auf verschiedenen Ebenen  (s.

Abb. 3). Daher wird in der vorliegenden Arbeit überprüft, ob die therapeutische

Anwendung  eines  C1-Inhibitors  nach  experimentellem  SHT  die  Ausbildung

eines  Hirnödems,  neuroinflammatorische  Prozesse  oder  die  zerebrale

Thrombusbildung  in  der  Mikrovaskulatur  verringert  und  dadurch  den

traumatischen Hirnschaden reduziert 
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2 Material und Methoden

2.1 Material

2.1.1 Verbrauchsmaterialien

Materialien Hersteller

Pipetten 20-100-200-1000 µl Eppendorf

Einmal-Pipetten 5 ml-10 ml Cellstar, Greiner Bio-One

Glaspipetten 5-10-20 ml Brand

Transferpipetten Sarstedt

Pipettenspitzen Sarstedt

Falcon-Tubes 15-50 ml Greiner Bio-One

96-Well-Spitzbodenplatte Nunc®

Nahtmaterial-Prolene 5-0, monofil Ethicon

Kompressen NOBA Verbandmittel

Objektträger- Superfrost® Plus R.Langenbrinck

Deckgläser R.Langenbrinck

Aufbewahrungsdosen Fa. Hartenstein

Whatmann-Papier GE Healthcare Life Sciences

PVDF-Membran Fa. Hartenstein

Röntgenfilm, Medical X-ray Fujifilm Super RX
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2.1.2 Geräte

Name Hersteller

Stereotaxie-Gerät TSE Systems GmbH

Feinwaage Kern&Sohn GmbH, Denver 

Instrument

Schüttler: Heidolph Polymax 1040

Rührer: Heidolph MR 3001K

Heizblock: Thermomixer comfort Eppendorf

Vortex Scientific Industries

Vertikal-Gelelektrophorese-System: Mini-

PROTEAN Tetra System

Bio Rad GmbH

Mini Trans-Blot Cell Bio Rad GmbH

Brutschrank Fa. Memmert

Entwicklermaschine: AGFA Curix 60 Healthcare

Fluorometer: Fluoroskan Ascent Thermo Scientific

Zentrifuge: Centrifuge 5415-R Eppendorf

Kryostat Leica

Spectrophotometer: Multiskan plus 

Version 2.01

Labsystems

Scanner Epson Perfection 3200
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2.1.3 Puffer und Lösungen

eingesetzt bei Name Zusammensetzung

SDS-PAGE RIPA-Puffer 1,25 ml 1 M Tris 

pH 7,41,5 ml 5 M NaCl

0,5 ml 100 % NP-40

0,5 ml 10 % SDS

ad 50 ml Aqua dest. 

SDS-PAGE Proteaseinhibitormix 1,92 ml RIPA-Puffer

80 µl 20x Proteaseinhibitor-

Stocklösung

SDS-PAGE Stocklösung 1 Proteaseinhibitortablette gelöst

in 2 ml RIPA-Puffer

SDS-PAGE 10x Laufpuffer 10 g SDS

30,3 g Tris

144,1 g Glycin ad 1000 ml Aqua 

dest.

SDS-PAGE 2x Probenpuffer 1,45 g 120 mM Tris (pH 6,8)

10 g 10 % SDS 

20 ml 20 % Glycerin 

ad 75 ml Aqua dest.

20 ml 20 % ß-Mercaptoethanol

Spatelspitze Bromphenolblau ad

100 ml Aqua dest.

SDS-PAGE Trenngel 10 % 4 ml H2O

3,3 ml 30 % Acryl/Bisacrylamid

2,5 ml 1,5 M Tris pH 8,8

0,1 ml 10 % SDS
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0,1 ml 10 % APS

0,004 ml TEMED

Trenngel 15 % 2,3 ml H2O

5 ml 30 % Acryl/Bisacrylamid

2,5 ml 1,5 M Tris pH 8,8

0,1 ml 10 % SDS

0,1 ml 10 % APS

0,004 ml TEMED

SDS-PAGE Sammelgel 5,5 ml H2O1,3 ml 30 % 

Acryl/Bisacrylamid

1 ml 1,5 M Tris pH 6,8

0,08 ml 10 % SDS

0,08 ml 10 % APS

0,008 ml TEMED

SDS-PAGE 10x Blottingpuffer 144 g Glycin

30,3 g Tris ad 1000 ml Aqua 

dest.

1x Blottingpuffer 100 ml 10x Blottingpuffer

200 ml Methanol

700 ml Aqua dest.

SDS-PAGE 10x Waschpuffer 1L 10x PBS

5 ml 0,05 % Tween®

SDS-PAGE Blockpuffer 5 g 5 % Milchpulver 

in 100 ml Waschpuffer gelöst

Hämalaun-Eosin-

Färbung

Hämalaun nach Mayer 1 g Hämatoxylin

0,2 g NaJO3

50 g Kaliumaluminiumsulfat 

(Kalialaun)
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50 g Chloralhydrat

1 g Zitronensäure

in 1000 ml Aqua dest.

2.1.4 Reagenzien und Antikörper

Name Hersteller; Bestellnummer; 

eingesetzte Verdünnung

C1-Inhibitor (Berinert) CSL Behring GmbH

2,3,5-Triphenyltetrazoliumchlorid (TTC) Sigma-Aldrich

Evans-Blau Sigma-Aldrich

Proteaseinhibitormix Roche; 11697498001

BCA-Reagenz A: Bicinchoninsäure-

Lösung

Thermo Scientific, LJ151423

BCA-Reagenz B: Kupfer(II)-sulfat-Lösung Thermo Scientific, J1151264

AK polyklonal Kaninchen anti Fibrin(ogen) 1: 10000

Acris Antibodies; AP00766PU-N 

AK monoklonal Maus anti Actin, Klon AC-

15

1:500000

Sigma-Aldrich; A5441

AK monoklonal Maus anti Claudin 5 1:1000

Invitrogen; 35-2500

AK polyklonal Kaninchen anti Occludin 1:5000

Abcam; ab31721

AK polyklonal Esel anti Kaninchen 

gekoppelt mit HRPO

Dianova/Jackson; 711-035-152

AK polyklonal Esel anti Maus gekoppelt 

mit HRPO

Dianova/Jackson; 715-035-150
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AK monoklonal Ratte anti Maus 

Neutrophil

Serotec; MCA771GA; 1:1000

AK polyklonal anti Ratte IgG biotinyliert Vector; BA-4001; 1:100

AB-Komplex (Avidin-Biotin-Enzym-

komplex)

Dako; 0492

Western Lightning Plus-ECL Perkin Elmer, Inc. 

Tween®20 Sigma; P1379-500ml

TEMED (Tetramethylethylenediamine) Sigma; T9281-100ML

APS (Ammoniumperoxiddisulfat) Merck; 1012010500

ß-Mercaptoethanol Merck; 444203-250ML

Tris (hydroxymethyl) aminomethan 

(M=121,14 g/ml)

Merck; 1.08382.2500

Rotiphorese®Gel 30 (Acrylamid) Roth; 3029.1

Nonidet™ P40 Substitute (für RIPA-Puffer) Sigma; 74385-1L

1 % Eosin-Lösung Merck; 1.15935

Hämatoxylin Sigma; H-9627

NaJO3 Fluka; 71702

Kaliumaluminiumsulfat (Kalialaun) Merck; 1047

Chloralhydrat Merck; 1.02425

Zitronensäure Sigma; 33114

DAB (Diaminobenzidin) Vector; SK-4100

Ketanest-S Pfizer

Rompun® Bayer

Isofluran CP Pharma; 798-932
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2.2 Methoden

2.2.1 Kälteläsionen

Die  tierexperimentellen  Methoden  wurden  von  entsprechend  geschulten

Personen durchgeführt.

2.2.1.1 Versuchstiere

Als  Versuchstiere  wurden  96  männliche  Mäuse  aus  dem  Stamm  C57Bl/6

verwendet,  die  ca.  6  Wochen alt  waren und ein  Gewicht  zwischen 18-21 g

aufwiesen. Alle Tiere wurden von Charles River bezogen. Die Untersuchungen

wurden von 2012 bis 2013 an der Neurochirurgischen und der Neurologischen

Klinik  der  Universität  Würzburg  mit  Genehmigung  der  Regierung  von

Unterfranken durchgeführt (Aktenzeichen: 55.2-2531.01-3/09, -40/13).

Zur Untersuchung der Fragestellung wurde den Mäusen eine Stunde nach der

Kälteläsion  15  IU  oder  7,5  IU  C1-Inhibitor  intravenös  appliziert.  Eine

entsprechende  Menge  an  Vehikel  wurde  den  Kontrollgruppen  ebenfalls  i.v.

verabreicht.

Die Tiere wurden vor und nach den Versuchen bei Raumtemperatur mit freiem

Zugang zu Nahrung und Wasser in Käfigen untergebracht.

2.2.1.2 Narkose

Die Narkose der Versuchstiere erfolgte durch eine intraperitoneale Injektion von

S-Ketamin  25  mg/ml  (Ketanest-S)  und  2  %  Xylazin  (Rompun®)  in  einer

Dosierung von 0,1 mg/g Körpergewicht (KG) S-Ketamin und 0,005 mg/g KG

Xylazin.
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2.2.1.3 Induktion fokaler Kälteläsionen

Das Kälteläsionsmodell zur Induktion einer fokalen Parencyhmnekrose, das wir

in unserem Experiment angewandt haben, wurde bereits in 1958 von Klatzo in

der  Katze  beschrieben  (Klatzo  et  al.,  1958)  und  als  einfaches  und

standardisiertes SHT-Mausmodell in der Arbeitsgruppe etabliert  (Raslan et al.,

2010,  2012;  Mencl  et  al.,  2014;  Hopp et  al.,  2017).  Hierbei  wird  mit  einem

Kältestempel  eine  fokale,  gut  umschriebene  und  in  Größe  und  Lokalisation

reproduzierbare  Läsion  auf  die  Schädelkalotte  gesetzt,  die  zu  einer

Hirngewebsschädigung im darunterliegenden Kortex führt. Die Kälteapplikation

wird  in  definierter  Zeit  und  Temperatur  durchgeführt.  Nach  Entfernung  der

Kältesonde  kommt  es  durch  Wiedererwärmung  des  Hirngewebes  zu  einer

Schädigung  von  Nerven-,  Glia-  und  Endothelzellen  (Meryman  et  al.,  1956;

Raslan et  al.,  2010).  Durch den primären Hirnschaden entsteht  bereits  eine

Störung der BHS, welche zu einem vasogenen Ödem und damit verbunden zu

inflammatorischen Prozessen führt.

Im Folgenden wird der Versuchsablauf im Detail beschrieben:

Nach  Narkose  des  Versuchstiers  wird  der  Kopf  in  einer  stereotaktischen

Halterung fixiert (s.  Abb. 4), die Kopfhaut entlang der Mittellinie inzidiert und

stumpf nach lateral präpariert (s. Abb. 5). Die Läsionsstelle befindet sich 1,5

mm rechts lateral sowie 1,5 mm kaudal des Bregmas am Os parietale (s. Abb.

6).
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Abb.  5:  Drei-Punkt-Fixierung  des  Kopfes  in  der
stereotaktischen  Halterung  sowie  Präparation  der
Kopfhaut  nach  Inzision  von  der  Mittellinie  nach
lateral  (aus  Raslan  et  al.,  2012.  Eine  Druck-
erlaubnis  liegt  nach  Lizenzbestimmungen  von
Creative  Commons  Attribution  CC-BY 2.0,  (http://
creativecommons.org/licenses/by/2.0) vor).



Die  Koordinaten  des  Zielpunkts  werden  mit  Hilfe  des  Stereotaxie-Geräts

gemessen und lokalisiert. Die Kältesonde wird zunächst ungekühlt aufgesetzt

und die Position der Sonde somit  zur Läsionsinduktion in ihren Koordinaten

festgelegt. Nach Entfernung der Sonde von der Zielstelle wird der Hohlzylinder

(s. Abb. 7) mit flüssigem Stickstoff mit einer Temperatur von -196°C befüllt und

für  90 Sekunden auf  die Läsionsstelle  aufgesetzt.  Nach der Kälteapplikation

wird die Sonde sofort wieder entfernt und die Haut mit einer Einzelknopfnaht

versorgt (Raslan et al., 2012).
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Abb. 6: Mausschädel mit Läsionsstelle (Pfeil) 1,5 mm
lateral und 1,5 mm kaudal des Bregmas am rechten
Os parietale (aus  Raslan  et  al.,  2012.  Eine  Druck-
erlaubnis  liegt  nach  Lizenzbestimmungen  von
Creative  Commons  Attribution  CC-BY  2.0,  (http://
creativecommons.org/licenses/by/2.0) vor).
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Abb.  7: Kältesonde zur Applikation der Kälteläsion,
bestehend aus einem Kupferhohlzylinder und einem
Kontaktstempel  mit  einem  Durchmesser  von  2,5
mm, der nach Befüllen des Zylinders mit flüssigem
Stickstoff (-196°C) auf die Schädelkalotte aufgesetzt
wird (aus Raslan et al., 2012.  Eine Druckerlaubnis
liegt  nach  Lizenzbestimmungen  von  Creative
Commons  Attribution  CC-BY  2.0,  (http://creative
commons.org/licenses/by/2.0) vor).
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Abb.  8:  Applikation  der  Kälteläsion  nach
Aufsetzen  des  Hohlzylinders  mit  flüssigem
Stickstoff  (-196°C)  wie bereits beschrieben
(aus  Raslan  et  al.,  2012.  Eine  Druck-
erlaubnis  liegt  nach  Lizenzbestimmungen
von  Creative  Commons  Attribution  CC-BY
2.0,  (http://creativecommons.org/licenses/
by/2.0) vor).



2.2.1.4 Posttraumatische Phase

Nach der Läsionsinduktion wurden die Mäuse zunächst in ihre vorgewärmten

Käfige gebracht, wo sie erwachen. Die Einstreu wurde mit Zellstoff abgedeckt,

damit Einstreupartikel die Atemwege nicht verlegen können. Die Lagerung bis

zum Aufwachen erfolgte in Seitenlage. Nach vollständigem Erwachen wurden

sie in ihren Heimatkäfig zurückgesetzt.

2.2.1.5 Hirnentnahme

Die  Entnahme  der  Gehirne  erfolgte  am  ersten  posttraumatischen  Tag.  Die

Tötung der Tiere erfolgte durch eine tiefe und schließlich letale CO2-Narkose.

Anschließend  wurden  die  Hirne  nach  der  Schädeleröffnung  zur  weiteren

Bearbeitung entnommen.

2.2.2 Bestimmung des Läsionsvolumens

Die Darstellung und Quantifizierung des Läsionsvolumens erfolgte mittels einer

Färbung mit 2 % 2,3,5-Triphenyltetrazoliumchlorid (TTC) in phosphatgepufferter

Salzlösung (PBS)  24 Stunden nach der Kälteläsion. Hierzu wurden die Hirne

direkt nach der Entnahme in 6 coronare Scheiben mit einer Schichtdicke von 1

mm geschnitten und für ca. 15 Min. bei Raumtemperatur in der TTC-Lösung

inkubiert.  Damit  konnten  Läsionsareale  vom vitalen  Hirngewebe  differenziert

werden. Anschließend wurden die Gehirnscheiben in 4 %iger Paraformaldehyd-

lösung  (PFA)  fixiert.  Die  planimetrische  Berechnung  des  Läsionsvolumens

erfolgte  nach  Einscannen  der  Scheiben  unter  Berücksichtigung  der

Schichtdicke  von  1  mm  mittels  Open  Source  Software  „ImageJ“  (National

Institutes of Health, USA) nach der folgenden Formel:
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V lesion (mm³) = (area TTC section 1 [mm²] x 1.0mm) + (area TTC section 2

[mm²] x 1.0mm) + (area TTC section 3 [mm²] x 1.0mm) + (area TTC section 4

[mm²] x 1.0mm) + (area TTC section 5 [mm²] x 1.0mm) + (area TTC section 6

[mm²] x 1.0mm).

TTC  ist  ein  farbloser  und  hydrophiler  Redox-Indikator,  der  sich  als

unspezifischer  Protonenakzeptor  mitochondrieller  Enzymsysteme,  durch

enzymatische Reduktion zum roten, lipophilen und lichtempfindlichen Formazan

umwandeln lässt. In avitalem Gewebe bleibt die Rotfärbung aus, so dass man

mittels der TTC-Färbung avitales, stoffwechselinaktives Gewebe (weiße Areale)

vom gesunden  Gewebe  (rote  Areale)  unterscheiden  kann  (Bederson  et  al.,

1986; Raslan et al., 2010).

2.2.3 Ermittlung des Hirnödems

Die Evans-Blau Färbung dient der Darstellung von Zellmembranläsionen und

damit zur Evaluation der Barrierestörung/Permeabilität der BHS. Hierfür wurde

den  Mäusen  am ersten  posttraumatischen  Tag  2  % Evans  Blau  intravenös

injiziert.  Evans-Blau ist ein blauer und wasserlöslicher Farbstoff,  der sich mit

hoher  Affinität  an  Serumalbumin  bindet  und  damit  als  Marker  für  die

Permeabilität der BHS gilt. Durch Bindung an Albumin entsteht ein Farbstoff-

Protein-Komplex,  welcher  bei  intakter  BHS  nicht  von  intravasal  in  das

Hirngewebe austreten kann. Kommt es aber zu einer Störung z.B. nach einem

Trauma, kann dieser Farbstoff-Protein-Komplex die BHS passieren und in das

Hirngewebe austreten. Es findet eine Blaufärbung des lädierten Gewebes statt.

Die Stärke der Evans Blau-Extravasation korreliert mit dem Ausmaß des Hirn-

ödems,  welches  wiederum  dem  Ausmaß  der  Störung  der  BHS  entspricht

(Wolman et al., 1981).
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23 Stunden nach der Läsion erfolgte die i.v.-Injektion von 200 µl Evans Blau-

Lösung. Nach einer Inkubationszeit von einer Stunde wurden die Tiere durch

CO2-Inhalation  narkotisiert,  wie  bereits  beschrieben  getötet  und  die  Hirne

anschließend entnommen. Im Anschluss wurden das Kleinhirn und der Bulbus

olfactorius vom Großhirn abgetrennt und die Hirne für eine Stunde in 4 % PFA

fixiert.  Dabei  ist  zu beachten,  dass die  Proben jederzeit  vor  Licht  geschützt

bearbeitet werden, da Evans Blau sonst ausbleicht und somit die Ergebnisse

verfälscht  werden  könnten.  Um  das  zu  verhindern,  wurden  die  Proben  mit

Aluminiumfolie  abgedeckt.  Das fixierte  Gewebe wurde zunächst  in  ipsi-  und

kontralaterale  Probe  geteilt  und  dann  in  6 mm dicke  coronare  Scheiben

geschnitten. Den Proben wurde dann jeweils 500 µl  Formamid hinzugegeben

und für ca. 24 Stunden bei 50°C im Heizblock inkubiert. Nach  Zentrifugation

wurde 50 µl  des  Überstands in  eine  96-Well-Spitzbodenplatte  überführt.  Als

Negativkontrolle wurde 2-mal 50 µl Formamid aufgetragen. Anschließend wurde

eine  Fluoreszenzmessung  bei  einer  Anregungswelle  von  620  nm und  einer

Emissionswelle von 680 nm durchgeführt.  Die Quantifizierung der ins Gewebe

ausgetretenen Menge an Evans Blue erfolgte mittels einer Eichreihe (Austinat

et al., 2009; Langhauser et al., 2012). 

Die  Ermittlung  des  Nass-/Trockengewichts  erfolgte  nach  Überführung  der

Hirnscheiben  mit  Läsionsareal  in Reaktionsgefäße.  Zunächst  wurde  das

Nassgewicht  der  Hirne  bestimmt  und  anschließend  über  Nacht  in  einem

Brutschrank/Inkubator bei 50°C trocknen gelassen, um das Trockengewicht zu

ermitteln.  Die  Differenz  zwischen  Nass-  und  Trockengewicht  wurde  zur

Berechnung des prozentualen Wasseranteils der Probe (s. Formel unten) und

somit zur Ermittlung des Hirnödems herangezogen.

((Nassgewicht – Trockengewicht) / Nassgewicht) ×100
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2.2.4 Western  Blotting  zum  Nachweis  der  Thrombusbildung  und

Bestimmung der BHS-Störung

Zur Untersuchung der Thrombusbildung und der BHS-Störung wurden Western

Blots durchgeführt. Beim Western Blot handelt es sich um ein Verfahren zum

immunchemischen  Nachweis  von  Proteinen  nach  Auftrennung  von  Protein-

gemischen  nach  Molekülgröße  mittels  SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese

(SDS-PAGE).

2.2.4.1 Probenaufbereitung

Zunächst  erfolgte  die  Aufbereitung  von  Proteinproben.  Den  Proben  wurde

jeweils 1 ml Lysepuffer zugegeben und mit einem Stempel zerkleinert.  Nach

Zugabe  von  je  500  µl  Proteaseinhibitormix  wurden  die  Proben  durch

wiederholtes  Aufnehmen  mit  einer  Insulinspritze  homogenisiert  und

anschließend  bei  4°C  und  14000  U/Min  für  20  Min.  zentrifugiert.  Der

abzentrifugierte Überstand wurde dann 1:10 mit PBS verdünnt und die Pellets

verworfen.

2.2.4.2 Proteinquantifizierung

Die Bestimmung der Proteinkonzentration erfolgte anhand einer Eichreihe, die

wie folgt hergestellt wurde:

Standard BSA Lösung ddH2O [µl] Standard [µg/ml]

A 300 µl 2 mg/ml BSA Stock     0 2000

B 375 µl 2 mg/ml BSA Stock 125 1500

C 325 µl 2 mg/ml BSA Stock 325 1000

D 175 µl Standard B 175 750

E 325 µl Standard C 325 500
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F 325 µl Standard E 325 250

G 325 µl Standard F 325 125

H 300 µl Standard G 450 50

I 400 µl Standard H 400 25

Anschließend  wurde  die  BCA-Reaktionslösung  aus  BCA-Kits  A  und  B  im

Verhältnis 50:1 angesetzt. Die Standardreihe und Proben wurden mit 10 µl in

Duplikaten  auf  eine  96-Well-Spitzbodenplatte aufgetragen,  200  µl  BCA-

Reaktionslösung  hinzugefügt  und  dann  30  Min.  bei  37°C  im  Brutschrank

inkubiert. Nach 30 Min. wurde die Absorption im Spektrophotometer bei 570 nm

gemessen. Zur Berechnung der Proteinkonzentration in den Proben wurden die

gemessenen Werte in Excel-Tabelle eingegeben. Dann erfolgte die Verdünnung

der Proben auf eine einheitliche Proteinkonzentration vor der SDS-PAGE.
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2.2.4.3  SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)

Bei  der  SDS-PAGE  wird  als  Trennmedium  ein  diskontinuierliches  Poly-

acrylamid-Gel  verwendet.  Zusätzlich  kommt  das  anionische  Detergenz  SDS

(Natriumdodecylsulfat)  zum  Einsatz.  Durch  die  negative  Ladung  des  SDS

werden die Eigenladungen der Proteine überdeckt und es entstehen Komplexe

mit konstanter, negativer Ladungsverteilung, die sich gegenseitig abstoßen. Vor

der SDS-PAGE findet zunächst die Denaturierung der Proteine durch Erhitzen

auf  95°C statt. Auf diese Weise werden Sekundär-  und Tertiärstrukturen der

Proteine  aufgebrochen  und  alle  Proteinmoleküle  gleichförmig  gestreckt.  Die

Proteine wandern durch Anlegen einer  elektrischen Spannung abhängig von

ihrer  Molekülgröße  durch  ein  Polyacrylamid-Gel  definierter  Porengröße  zur

Anode.  Ihre  Laufgeschwindigkeit  ist  dabei  umgekehrt  proportional  zur

Proteingröße (Smith, B. J., 1994).

Für  die  Gelelektrophorese  wurden  Vertikal-Gelelektrophorese-Systeme (Mini-

PROTEAN® Tetra System) verwendet. Zunächst wurden Acrylamid-Trenngele

(10 % oder  15  %)  gegossen (s.  Puffer  und Lösungen)  und mit  Isopropanol

überschichtet. Nach der Polymerisation wurde das Isopropanol entfernt, dann

sofort das Sammelgel (5 %, s. Puffer und Lösungen) darüber gegossen und mit

einem  Kamm  versehen.  Nach  der  Polymerisation  des  Sammelgels  wurden

jeweils  zwei  Gele in  eine Apparatur  eingespannt  und in  die  Elektrophorese-

kammer überführt, die mit Laufpuffer (s. Puffer und Lösungen) gefüllt  wurde.

Die Proteinlösung wurde auf die gewünschte Proteinkonzentration gebracht und

mit  Probenpuffer (Laemmli-Puffer) versetzt. Dann wurde die Lösung für 5 Min.

bei 95°C aufgekocht und anschließend kurz abzentrifugiert. Nach Entfernen des

Kamms  konnten  die  Taschen  je  mit 20  µg Probe  beladen werden.  Nach

Auftragen der Proben und des  Größenmarkers erfolgte die Gelelektrophorese

bei 20 mA/Gel. Dabei bildete das im SDS-Probenpuffer enthaltene Bromphenol-

blau  eine  Lauffront.  Sobald  diese  am  Gel-Ende  ankam,  wurde  die  Elektro-

phorese beendet und das Gel für das Blotting aus der Apparatur entfernt.
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2.2.4.4 Semi-Dry-Blotting

Nach Auftrennung der Proteine nach Molekülgröße durch SDS-PAGE erfolgte

der  elektrophoretische  Transfer  der  Proteine  auf  eine  Polyvinylidenfluorid-

(PVDF)-Membran durch Western Blotting, was dann durch Bindung spezifischer

Antikörper detektiert werden kann.

Nach  Äquilibration  der  PVDF-Membran  in  Methanol  wurden  Membran  und

Filterpapiere  mit  Blottingpuffer  angefeuchtet.  Anschließend  wurde  der  Blot

(Sandwich)  auf  der  Bodenplatte  des  Blotters  Mini  Trans  Blot  Cell wie  folgt

aufgebaut:

        3x Filterpapier 

PVDF-Membran

      Polyacrylamid-Gel

      3x Filterpapier

Um  das  Auftreten  von  Luftblasen  innerhalb  des  Sandwichs  zu  vermeiden,

wurde  ein  Glasstab  darüber  gerollt  und  dann  das  Blotten  bei  100  mA/Gel

gestartet.  Dabei  wurde die  Spannung auf  25  V beschränkt.  Nach erfolgtem

Transfer wurde die Membran entnommen, kurz in Waschpuffer gewaschen und

anschließend  30  Min.  in  Blockpuffer  bei  Raumtemperatur  unter  Schütteln

inkubiert, um die unspezifischen Bindungsstellen zu blockieren. Danach erfolgte

die  Inkubation  mit  einem  spezifischen  Primärantikörper  (Anti-Fibrin(ogen)),

1:500000, Anti-Claudin-5 1:2000, verdünnt in Blockpuffer,  s. Reagenzien und

Antikörper) bei 4°C über Nacht auf dem Schüttler. Die Membran wurde dann 3-

mal 10  Min.  in  Waschpuffer  gewaschen,  um  den  ungebundenen

Primärantikörper  zu  entfernen.  Anschließend  wurde  die  PVDF-Membran  mit

dem Sekundärantikörper  aus  Maus  oder  Kaninchen  (Verdünnung  1:5000)  1

Stunde bei Raumtemperatur unter Schütteln inkubiert.  Durch die Konjugation

des  Sekundärantikörpers  mit  HRP (Meerrettichperoxidase)  erfolgte  dann  die
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Detektion  mit  dem  Western  Lightning  Plus-ECL  System. Hierfür  wurden

Reagenz A und B des ECL Systems im Verhältnis 1:1 gemischt, die Membran

mit  dieser  Mischung  5  Min.  lang  inkubiert  und  anschließend  in  einer

Röntgenkassette entwickelt. 

2.2.5 Histologie und Immunhistochemie

Die  immunohistochemischen  Untersuchungen  dienten  dem  Nachweis  von

eingewanderten Entzündungszellen im Läsionsareal.

Die  zuvor  mit  einem  Kryostat  angefertigten  10  µm  dicken  coronaren

Kryoschnitte wurden für die Mikroglia/Makrophagen-Färbung in 4 % PFA in PBS

fixiert. Die Blockierung der Epitope erfolgte mit 10 % Pferdeserum in PBS mit

0,2 % Triton X für 1 Stunde bei Raumtemperatur in einer feuchten Kammer.

Anschließend  wurde  die  Lösung  von  den  Schnitten  abgekippt,  dann  der

Primärantikörper mit PBS und 0,2 % Triton X sowie 1 % Pferdeserum verdünnt

aufgetragen und über  Nacht  bei  4°C inkubiert.  Am zweiten  Tag wurden die

Schnitte  in  PBS  für  3-mal  10  Min.  gewaschen.  Zur  Detektion  der  Antigen-

Antikörper-Komplexe werden die Schnitte mit biotinyliertem Sekundärantikörper,

der sich gegen den Primärantikörper richtet, für 1 Stunde bei Raumtemperatur

inkubiert.  Anschließend erneutes Waschen der Schnitte in PBS 3-mal  für  10

Min.  Nach  der  Inkubation  mit  Avidin-Biotin-Komplex  für  1  Stunde  bei

Raumtemperatur erfolgte erneutes Waschen in PBS. Während dessen wurde

die DAB (Diaminobenzidin)-Lösung angesetzt, anschließend aufgetragen und

für  10  Min.  inkubiert  und  die  Reaktion  mit  Aqua  dest.  gestoppt.  Als  letzten

Schritt  wurde  Mayers  Hämalaun-Lösung  aufgetragen  und  anschließend  in

fließendem Wasser gewaschen, in aufsteigender Ethanolreihe entwässert und

die Schnitte mit Vitro Clud® eingedeckt.
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Des Weiteren wurde die Neutrophilen-Färbung durchgeführt. Hierfür wurden die

Kryoschnitte in kaltem Aceton bei -20 ° für 15 Min. fixiert. Nach dem Trocknen

wurden  sie  in  1x  PBS  3-mal  für  5  Min.  gewaschen  und  für  1  Stunde  bei

Raumtemperatur in 5 % BSA in 1x PBS geblockt.  Anschließend erfolgte die

Inkubation  mit  dem  Primärantikörper  (Ratte  Anti-Maus  Neutrophil,  1:1000

verdünnt) in 1 % BSA in 1x PBS bei 4°C über Nacht. Nach 3-mal 5-minütigem

Waschen in 1x PBS erfolgte der POD-Block für 15 Min. bei Raumtemperatur.

Nach  erneutem Waschen  wurden  die  Schnitte  zur  Detektion  der  Sekundär-

antikörper (Anti-Ratte biotinyliert, 1:100 verdünnt) in 1x BSA in 1x PBS für 45

Min. bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend erneutes Waschen 3-mal für

5 Min. in 1 PBS und Inkubation mit dem Avidin-Biotin-Komplex für 35 Min. Nach

erneutem Waschvorgang erfolgt das Auftragen der DAB-Lösung und Stoppen

der Reaktion nach 10 Min. mit Aqua dest. und Dehydrierung in aufsteigender

Alkoholreihe sowie Eindecken in Vitro Clud®.

Zur Beurteilung der Thrombusbildung in Gefäßen wurde u.a. die Hämatoxylin-

Eosin-Färbung herangezogen. Die Kyroschnitte wurden nach Standardprotokoll

für  5 Min.  in  Hämatoxylin-Lösung belassen und anschließend für 10 Min.  in

fließendem Wasser abgewaschen. Im Anschluss erfolgte die Färbung in 1 %

Eosin-Lösung  für  30  Sekunden  mit  Entwässerung  durch  aufsteigende

Alkoholreihe mit Ethanol und zuletzt mit Xylol sowie Eindecken mit Vitro Clud®.

Die  Anzahl  der  okkludierten  und  freien  Blutgefäße  im Bereich  der  lädierten

Areale wurden in jedem zehnten Kryoschnitt  der Kontroll- und mit 15 IU C1-

Inhibitor  vorbehandelten  Gruppe  unter  dem  Mikroskop  (Nikon  Eclipse  50i)

gezählt und der prozentuale Anteil berechnet.
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3 Statistische Auswertung

Für die statistische Auswertung wurde GraphPad Prism 5.0 software package

(GraphPad Software) verwendet. Die Berechnung der Normalverteilung erfolgte

nach  D’Agostino  und  Pearson  omnibus  normality  test.  Für  die  statistische

Analyse von zwei normalverteilten unabhängigen Gruppen wurde der Student´s

t-Test,  von  mehr  als  zwei  unabhängigen  Stichproben  die  einfaktorielle

Varianzanalyse  (ANOVA)  mit  post  hoc Bonferroni  zur  Bestimmung  von

signifikanten  Unterschieden  verwendet.  Ergebnisse  mit  p<0,05  wurden  als

statistisch  signifikant  betrachtet.  Soweit  nicht  anders  angegeben,  zeigen die

Ergebnisse und Abbildungen den Mittelwert +/- Standardabweichung.
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4 Ergebnisse

4.1 Läsionsvolumen nach Behandlung mit C1-Inhibitor

Zur Untersuchung der neuroprotektiven Wirkung des C1-Inhibitors bei SHT wie

bereits  beschrieben,  wurde  das  Kälteläsionsmodell  herangezogen,  das  eine

Störung der BHS verursacht, welche mit Bildung eines vasogenen Ödems und

Neuroinflammation einhergeht (Albert-Weissenberger und Sirén, 2010; Raslan

et al., 2012). Hierfür wurden 6 Wochen alte männliche C57BL/6 Mäuse einer

Kälteläsion unterzogen und 1 Stunde nach Trauma mit 7,5 IU und 15 IU C1-

Inhibitor behandelt. Eine Kontrollgruppe erhielt entsprechend eine 0,9 % NaCl-

Injektion.  Zur  Evaluation  des  Läsionsvolumens  wurde  die  TTC-Färbung

durchgeführt. Das lädierte Gewebe blieb farblos, wobei sich das vitale Gewebe

rot anfärben ließ. Die Behandlung mit 15 IU und nicht mit 7,5 IU C1-Inhibitor

zeigte im Vergleich zur Kontrollgruppe ein deutlich reduziertes Läsionsvolumen

von > 75  % am Tag 1 nach dem Trauma (Läsionsvolumen:  5,5  ± 1,4  mm³

(Kontrollgruppe) vs. 1,7 ± 0,4 mm³ (15 IU C1-Inh.); (n=10/Gruppe); **p < 0,01;

(s. Abb. 9 und 10).
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4.2 C1-Inhibitor reduziert das vasogene Hirnödem nach Trauma

In weiteren Versuchen wurden die Wirkmechanismen des C1-Inhibitors auf die

Entstehung des vasogenen Ödems nach Trauma untersucht.  Das vasogene

Hirnödem ist auf eine Störung der BHS zurückzuführen (Mendelow et al., 1983).

Der  endogene  Serinprotease-Inhibitor  C1-Inhibitor  wirkt  der  Aktivierung  des

Plasmakallikreins und FXIIa (Davis et al., 2010) und somit der Aktivierung des

Kontakt-Kinin-Systems  entgegen,  welches  bei  der  Regulation  der  Vaso-

permeabilität eine zentrale Rolle spielt. 

Zur Untersuchung des Ausmaßes der BHS-Störung wurde den Versuchstieren,

die eine Stunde nach Läsionsinduktion 15 IU C1-Inhibitor bzw. Vehikel erhielten,

0,1  ml  2  %  Evans  Blau  (wasserlöslicher,  mit  hoher  Affinität  an  Albumin

bindender  Farbstoff,  als  Marker  für  die  Gefäßpermeabilität)  intravenös

verabreicht.  Am Tag 1 nach Kälteläsion  erfolgte  die  Auswertung der  Evans-

Blau-Extravasation. Hiermit konnte gezeigt werden, dass eine Behandlung mit

15  IU  C1-Inhibitor  eine  Stunde  nach  Kälteläsion  eine  signifikant  geringere

Evans Blau-Extravasation im Vergleich zur Kontrollgruppe zur Folge und somit

einen stabilisierenden Effekt auf die BHS hat (s. Abb. 11B).

Die Bestimmung des Hirnödems in Mäusen, die 1 Stunde nach Trauma mit 15

IU C1-Inhibitor behandelt wurden, erfolgte mittels Nassgewicht/Trockengewicht-

Methode  mit  Berechnung  des  prozentualen  Wasseranteils  wie  bereits

beschrieben.

Hierbei zeigte sich eine signifikant geringere Hirnödembildung nach Gabe von

15 IU C1-Inhibitor, was für eine posttraumatische Stabilisierung der BHS spricht

(80,05  ±  1,50  %  (Kontrollgruppe)  vs.  78,50  ±  0,45  %  (15  IU  C1-Inh.);

(n=6/Gruppe); *p < 0,05; (s. Abb. 11A).
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Des Weiteren wurde die relative Proteinexpression des  tight junction-Proteins

Claudin-5 durch Western Blotting untersucht. Wie bereits beschrieben, tragen

die  tight  junction-Proteine  wesentlich  zur  BHS-Funktion  bei.  Bei  deren

reduzierten  Expression  wird  auch  die  Gefäßpermeabilität  gesteigert.  Die  im

Vergleich  zur  Kontrollgruppe  erhöhte  relative  Proteinexpression  nach  Be-

handlung  mit  15  IU  C1-Inhibitor  zeigt  den  stabilisierenden  Effekt  des  C1-

Inhibitors  auf  die  Funktion  der  BHS  (Optische  Densität  in  der  ipsilateralen

Hirnhälfte:  0,2  ±  0,1  (Kontrollgruppe)  vs.  0,5  ±  0,2  (15  IU  C1-Inh.);  (n=5-

6/Gruppe); p < 0,05. Optische Densität in der kontralateralen Hirnhälfte: 0,7 ±

0,2  (Kontrollgruppe)  vs.  0,7  ±  0,4  (15  IU  C1-Inh.);  (n=5-6/Gruppe);  nicht

signifikant, (s. Abb. 12).
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Abb.  11:  Behandlung  mit  15  IU  C1-Inhibitor  stabilisiert  die  BHS und  reduziert  die
Hirnödembildung nach kortikaler Kälteläsion. A: Signifikant geringere Hirnödembildung
nach  Gabe von  15  IU  C1-Inhibitor  durch  Stabilisierung  der  BHS im  Vergleich  zur
Kontrollgruppe  (n=6/Gruppe);  (*p  <  0,05).  B: Evans  Blau  (EB)-Extravasation  nach
Applikation  von  15  IU  C1-Inhibitor  signifikant  geringer,  was  auf  eine  geringere
Gefäßpermeabilität hindeutet (n=6/Gruppe); (*p < 0,05).



Claudin-5

4.3 Antiinflammatorischer Effekt des C1-Inhibitors

Die  Immunhistochemie  ist  eine  häufig  verwendete  Methode,  die  zur

Identifizierung  von  bestimmten  Strukturen,  Zelltypen  oder  Gewebs-

eigenschaften mit Hilfe von markierten Antikörpern dient. Sie beruht auf dem

Prinzip der Antikörper-Antigen-Reaktion, wobei es aufgrund der hohen Affinität

eines Antikörpers zu einem spezifischen Antigen bzw. Epitop zu einer starken

Bindung  zwischen  den  beiden  kommt  und  durch  bestimmte  an  Antikörper

gekoppelte Detektionssysteme deren Epitope sichtbar werden.

In unseren Versuchen wurde die Immunhistochemie zum Nachweis der lokalen

Entzündungsreaktion in lädierten Hirnanteilen verwendet. Die Störung der BHS

begünstigt die Migration von Immunzellen ins Gewebe. Hierfür wurden immun-
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Abb. 12: Relative Proteinexpression von Claudin-5 im ipsilateralen Kortex
von  mit  15  IU  C1-Inhibitor-behandelten  Mäusen  im  Vergleich  zur
Kontrollgruppe  am  Tag  1  nach  kortikaler  Kälteläsion,  bestimmt  durch
densiometrische Quantifizierung nach Western Blotting. Es zeigt sich eine
signifikant  höhere  relative  Proteinexpression,  welche  zur  Stabilisierung
der BHS-Funktion beiträgt (n=5-6/Gruppe); (*p < 0,05).



histochemische Färbungen Identifizierung der Neutrophilen und Makrophagen/

Mikroglia (CD11b-Antikörper) 24 Stunden nach Läsionsinduktion durchgeführt.

Es ist bereits bekannt, dass der C1-Inhibitor die Endothel-Leukozyten-Adhäsion

verhindert, welche eine wichtige Komponente der Entzündungsreaktion darstellt

(Cai und Davis, 2003). Die immunhistochemischen Färbungen haben gezeigt,

dass in den Läsionsarealen der Mäuse, denen 1 Stunde nach Trauma 15 IU

C1-Inhibitor  injiziert  wurde,  signifikant  weniger  inflammatorische  Zellen

nachgewiesen wurden als in der Kontrollgruppe (s. Abb. 13 und 14). Die von

Kollegen  durchgeführte  Quantifizierung  ergab  folgende  Ergebnisse:  CD11b-

positive  Zellen/mm²  in  der  ipsilateralen  Hirnhälfte:  294,6  ±  200,7

(Kontrollgruppe)  vs.  49,4  ±  52,9  (15.0  IU C1-Inh.);  (n=5/Gruppe);  p < 0,05;

CD11b-positive  Zellen/mm²  in  der  kontralateralen  Hirnhälfte:  13,1  ±  8,8

(Kontrollgruppe) vs. 9,6 ± 6,6 (15.0 IU C1-Inh.); (n=5/Gruppe); nicht signifikant)

(s. Abb. 14).
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Abb.  13: Repräsentative immunhistochemische Makrophagen-Färbungen in  15 IU
C1-Inhibitor und Vehikel-behandelten Mäusen nach kortikaler Kälteläsion. Die Zahl
von  CD11b-positiven  Zellen  nach  Behandlung  mit  15  IU  C1-Inhibitor  deutlich
reduziert; (n=5/Gruppe). Balken = 50 µm.
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Abb. 14: Repräsentative immunhistochemische Färbungen von Neutrophilen in 15 IU
C1-Inhibitor  und  Vehikel-behandelten  (Ctrl)  Mäusen  nach  kortikaler  Kälteläsion.
Infiltration  von  Neutrophilen  ist  nach  Behandlung  mit  15  IU  C1-Inhibitor  deutlich
reduziert;  (n=5/Gruppe).  Balken  =  100  µm,  Ausschnitte  unten  in  5facher  Ver-
größerung.



4.4 Antithrombotischer Effekt des C1-Inhibitors

Der intrinsische Weg der Blutgerinnungskaskade beginnt mit Aktivierung durch

FXIIa,  welcher  somit  letztendlich  zur  Fibrinbildung  führt.  FXIIa  kann  unter

anderem auch durch  C1-Inhibitor  blockiert  werden (Davis  et  al.,  2008).  Aus

diesem Grunde wurde der  Effekt  des C1-Inhibitors  auf  die  posttraumatische

Thrombusbildung  untersucht.  Hierfür  wurde  die  Menge  an  Fibrin(ogen)  im

Läsionsareal  bei  Mäusen  nach  C1-Inhibitor-Behandlung  bzw.  in  der

Kontrollgruppe durch Western Blot  detektiert.  Hierbei  werden die Proteine in

dem zu untersuchenden Gewebe per  Gel-Elektrophorese entsprechend ihrer

Größe,  Ladung  oder  anderer  Eigenschaften  aufgetrennt  und  mithilfe

spezifischer  Antikörper  identifiziert.  Am  Tag  1  nach  Neurotrauma  wurde  im

Läsionsareal  bei  Mäusen, die mit  15 IU C1-Inhibitor  behandelt  wurden,  eine

signifikant  geringere  Fibrin(ogen)menge  als  in  der  Kontrollgruppe  durch

densitometrische  Auswertung  nachgewiesen,  was  auf  eine  reduzierte

Thrombusbildung  hinweisen  könnte  (s.  Abb.  15)  (Optische  Densität  in  der

ipsilateralen Hirnhälfte: 3,7 ± 1,7 (Kontrollgruppe) vs. 1,9 ± 0,8 (15 IU C1-Inh.);

p <  0,05;  Optische  Densität  in  der  kontralateralen  Hirnhälfte:  1,2  ±  0,4

(Kontrollgruppe) vs. 1,4 ± 0,3 (15 IU C1-Inh.); (n=5-6/Gruppe); nicht signifikant.
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Fibrin(ogen)
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Abb. 15: Akkumulation von Fibrin(ogen) im ipsilateralen und kontralateralen Kortex in
der  Vehikel-behandelten  und  in  15  IU  C1-Inhibitor-behandelten  Mäusen  nach
kortikaler Kälteläsion wurde durch Western Blotting untersucht und mit Densitometrie
der  Proteinbanden  quantifiziert.  Das  repräsentative  Immunoblot  (A) und  die
densitometrische  Messung  (B) zeigen  eine  signifikante  Reduktion  der  relativen
Proteinexpression von Fibrin(ogen); (n=5-6/Gruppe); (*p < 0,05).

A

B



Zusätzlich  untersuchten  meine  Kollegen  und  ich  anhand  der  Hämatoxylin-

Eosin-Färbung die Häufigkeit von Gefäßokklusionen in den Hirngefäßen nach

Kälteläsion  in  C1-Inhibitor-behandelten  und  Vehikel-behandelten  Mäusen  (s.

Abb.  16).  Die  Behandlung  mit  C1-Inhibitor  führte  zur  signifikant  weniger

Thrombusbildung in Gefäßen (s. Abb. 17).
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Abb.  16:  Hämatoxylin-Eosin-Färbung:  Nachweis  von  Gefäßokklusionen
durch  thrombotisches  Material  nach  Kälteläsion  im  Hirnschnitt  von  einer
unbehandelten Maus (links) und im Hirnschnitt nach Behandlung mit 15 IU
C1-Inhibitor (rechts); (n=4/Gruppe). Balken = 50 µm.

Abb.  17: Die Behandlung mit C1-Inhibitor nach kortikaler Kälteläsion führt
zu signifikant weniger Thrombusbildung in Gefäßen; (n=4/Gruppe); (69,5±
2.2 vs. 39.7 ± 1.7.Mittelwert ± Standardfehler); (***p < 0.001).



5 Diskussion

5.1 Methodische Überlegungen

Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen, dass nach experimenteller traumatischer

Hirnverletzung eine therapeutische Behandlung mit dem C1-Inhibitor zu einer

Reduktion  der  Hirnläsion,  des  Hirnödems,  der  Inflammation  und

Thrombusbildung  in  den  zerebralen  Gefäßen  führt.  Bevor  im  folgenden

Abschnitt diese Ergebnisse im Kontext der aktuellen Literatur diskutiert werden,

wird  zunächst  kurz  auf  die  Wahl  der  Methoden  und  deren  Limitationen

eingegangen. 

Wahl des Tiermodells:

Menschen erleiden SHT durch äußere Gewalteinwirkung auf den Kopf, welche

eine  Schädigung  des  Hirngewebes  verursacht.  Die  dabei  entstehenden

Verletzungsmuster sind sehr heterogen und können umschriebene (fokale) oder

diffuse  Veränderungen  samt  aller  Übergänge  und  Kombinationen  nach  sich

ziehen. Aufgrund dieser Problematik wurden zahlreiche Tiermodelle etabliert,

um die Pathomechanismen, die nach SHT ablaufen zu erforschen und damit

Informationen über potentiell therapeutisch nutzbare Zielstrukturen zu erhalten.

Dennoch  kann  ein  einzelnes  Tiermodell  keinesfalls  alle  pathologischen

Prozesse des humanen SHT abbilden und so kann jedes Tiermodell für sich nur

bedingt auf die klinische Situation übertragen werden (Marklund und Hillered,

2011; Albert-Weissenberger et al., 2010). In der vorliegenden Studie wurde das

fokale Kälteläsionsmodell in der Maus verwendet. In diesem Modell wird mittels

Kälte eine fokale Läsion induziert. Es handelt sich um ein gut standardisiertes

und  technisch  einfaches  Modell,  in  dem  die  ausgelösten  Schädigungen

ausgesprochen gut reproduzierbar sind. Im Gegensatz zu anderen gängigen

SHT-Tiermodellen, beispielsweise dem „Weight drop“- oder „Controlled cortical

impact“-Tiermodell  fehlen  Contrecoup-  und  diffuse  Hirnverletzungen.  Jedoch

bildet sich beim Kälteläsionsmodell zuverlässig ein vasogenes Hirnödem und

die damit einhergehende Inflammation ab. Bei Patienten mit SHT tragen diese
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Pathomechanismen in der akuten Phase wesentlich zur Mortalität und auch der

Morbidität bei. Die therapeutische Behandlung dieser Patienten ist limitiert. Die

vorliegende  Arbeit  beschäftigt  sich  mit  einem  Therapieansatz,  der  diese

Pathomechanismen vermindern könnte.

Wahl des Wirkstoffes:

Studien  belegen,  dass  nach  Hirnverletzungen  wie  beispielsweise  einem

Schlaganfall oder SHT das Kontakt-Kinin-System vermutlich gemeinsam mit der

intrinsischen Gerinnung zu einer Ausweitung des Hirnschadens beiträgt  (Kunz

et  al.,  2013;  Hopp  et  al.,  2016,  2017;  Göb  et  al.,  2015). Der  wichtigste

endogene Inhibitor des Kallikrein-Kinin-Systems und ebenfalls ein Inhibitor der

intrinsischen Gerinnung ist der C1-Inhibitor. Im sogenannten „Controlled cortical

impact“-Tiermodell in der Maus wurde bereits gezeigt, dass eine therapeutische

Behandlung mit 15 IU C1-Inhibitor nach SHT die Schäden vermindert (Longhi et

al.,  2008,  2009).  Daher  stellt  der  C1-Inhibitor  einen  vielversprechenden

Wirkstoff  zur Behandlung des SHT dar.  Aus translationaler Sicht ist  der C1-

Inhibitor sehr interessant, da er bereits für die Behandlung von Patienten mit

hereditärem Angioödem zugelassen ist. Während der C1-Inhibitor in der Maus

eine Halbwertszeit von 9-9,5 Stunden nach intravenöser Applikation (Caliezi et

al.,  2000; Dickneite,  G.,  1993) aufweist,  ist  die  Halbwertszeit  im  Menschen

sogar mit 62 Stunden nach i.v.- und 120 Stunden nach subkutaner Applikation

deutlich höher (Martinez-Saguer et al., 2014).
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5.2 Diskussion der Ergebnisse

Bisher  wurden  in  verschiedenen  experimentellen  Arbeiten  die  Rolle  des

Kallikrein-Kinin-Systems untersucht und nachgewiesen, dass die Defizienz oder

Hemmung einzelner Komponenten die sekundäre Hirnschädigung nach einem

Neurotrauma  dezimiert.  Als  vielversprechende  therapeutische  Zielstrukturen

galten  die  Kinin-Rezeptoren,  welche  die  Effekte  der  Kinine  vermitteln  (u.a.

Ivashkova et al., 2006;  Raslan et al., 2010; Zweckberger und Plesnila, 2009;

Albert-Weissenberger  et  al.,  2012). Eine  Translation  der  experimentellen

Ergebnisse in die Klinik war jedoch bisher nicht möglich (Ker und Blackhall,

2008; Wheaton et al., 2009). Es könnte sinnvoller sein,  auf den Ebenen, die

Kinin-Rezeptoren  vorgelagert  sind,  zu  inhibieren. Für  einen  solchen  Ansatz

sprechen zwei kürzlich veröffentlichte Studien, welche die Rolle des FXII nach

experimentellem  SHT  untersuchten.  Eine  Defizienz  des  FXII  bzw.  eine

therapeutische Inhibition des FXIIa führte im  Kälteläsionsmodell  zu kleineren

Hirnläsionen, einem weniger ausgeprägten Hirnödem und weniger Inflammation

(Hopp  et  al.,  2017).  Im  „Weight-drop“-Modell,  welches  diffuse  und  fokale

Schäden im Hirn induziert und sich für die Testung funktionaler Defizite nach

Hirnverletzung eignet, erholten sich die FXII-defizienten Mäuse bzw. die Mäuse,

in denen der FXIIa gehemmt wurde, deutlich schneller als die entsprechenden

Kontrollmäuse  (Hopp  et  al.,  2016).  In  beiden  Modellen  bewirkte  eine  FXII-

Defizienz bzw. FXIIa-Hemmung auch eine  Reduktion der Thrombusbildung im

geschädigten Hirngewebe ohne Erhöhung des intrazerebralen Blutungsrisikos

(Hopp  et  al.,  2016).  Insofern  ist  der  in  der  vorliegenden  Studie  getestete

Wirkstoff  C1-Inhibitor  sehr  interessant.  Anders  als  die  oben  genannten

Therapieansätze  greift  der  C1-Inhibitor  auf  verschiedenen  Ebenen  an  und

hemmt sowohl FXIIa als auch Plasmakallikrein. 

Die therapeutische Wirkung des C1-Inhibitors bei experimentellem SHT wurde

bereits in einem „Controlled cortical impact“-Mausmodell untersucht (Longhi et

al., 2008, 2009). Die Ergebnisse zeigen, dass eine Applikation von 15 IU C1-

Inhibitor  10  Min.  nach  SHT  sich  neuroprotektiv  auswirkte,  zu  kleineren
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Hirnläsionen und weniger motorischen und kognitiven Einschränkungen führte.

Eine Applikation des Wirkstoffs 1 Stunde nach SHT hatte keinen Einfluss auf die

Hirnläsionsgröße und die kognitive Leistung; die motorischen Einschränkungen

waren jedoch geringer. Unsere Experimente bestätigen, dass der C1-Inhibitor

sich schützend nach experimentellem SHT auswirkt und zu signifikant kleineren

Hirnläsionen führt. Anders als Longhi et al., untersuchten wir neben der Größe

der Hirnläsion auch die BHS-Integrität, die Ausbildung eines Hirnödems und die

Auswirkungen  auf  die  Inflammation.  Unsere  Ergebnisse  zeigen,  dass  eine

Behandlung mit 15 IU C1-Inhibitor 1 Stunde nach Induktion einer fokalen Läsion

zu einer Reduktion der BHS-Störung und des Hirnödems führt. Zudem wandern

weniger Leukozyten in das geschädigte Hirnareal ein.

Nach SHT bilden sich Thromben aus,  die  zur  Okklusion  von Arteriolen und

Venolen  mit  konsekutivem  Perfusionsdefizit  im  perikontusionellen  Gewebe

durch  progrediente  Thrombusbildung  führen  können  (Schwarzmaier  et  al.,

2010;  Hopp  et  al.,  2016).  Dies  kann  zu  einer  sekundären  Ausweitung  des

Gewebeschadens führen. Der C1-Inhibitor könnte die Ausbildung der Thromben

über verschiedenen Mechanismen hemmen. Zum einen hemmt er FXIIa und

damit die intrinsische Gerinnung. Außerdem weist eine Studie darauf hin, dass

der  C1-Inhibitor  die  Thrombinaktivität  an  Endothelzellen  durch  Bindung  an

Selektin hemmt (Caccia et al., 2011). Daher untersuchten meine Kollegen und

ich, ob die therapeutische Behandlung mit 15 IU C1-Inhibitor 1 Stunde nach

Induktion  einer  fokalen  Hirnläsion  auch  die  Ausbildung  dieser  Thromben

hemmt. Die Ergebnisse bestätigen diese Vermutung. Nach Behandlung mit C1-

Inhibitor  sind  weniger  Gefäße  im  Hirngewebe  okkludiert  und  der

Fibrin(ogen)gehalt  deutet  auf  eine  geringere  thrombotische  Aktivität  im

Vergleich zur Kontrollgruppe hin. 

Der schützende Effekt einer C1-Inhibitor-Behandlung war im Kälteläsionsmodell

auch  noch  5  Tage  nach  Schädigung  und  in  Tieren  beiderlei  Geschlechts

sichtbar (Albert-Weissenberger et al., 2014). Insgesamt zeigen die Ergebnisse

meiner Kollegen und mir als auch die vorangegangenen Studien von Longhi et

51



al. (2008, 2009), dass eine Behandlung mit C1-Inhibitor nach experimentellem

SHT sich schützend auswirkt. Der C1-Inhibitor ist somit ein vielversprechender

Wirkstoff zur therapeutischen Behandlung von SHT. 

52



6 Zusammenfassung

Bei  einem  SHT  handelt  es  sich  um  eine  mechanische  Schädigung  des

Hirngewebes,  verursacht  durch  eine  Gewalteinwirkung  auf  den  Kopf.  Diese

initiale Schädigung des Hirngewebes weitet sich nachfolgend aus. Wirksame

Therapien,  um diese  sekundären  Pathomechanismen  zu  inhibieren,  gibt  es

nicht. Sofern das SHT überlebt wird, ist es eine der häufigsten Ursachen für

bleibende  Behinderungen.  Wichtige  Pathomechanismen,  welche  zur

Ausweitung der Hirnschädigung beitragen, sind das posttraumatische Hirnödem

und  Entzündungsreaktionen. Beides  wird  durch  die  Aktivierung  des  so-

genannten  Kallikrein-Kinin-Systems  begünstigt.  In  der  vorliegenden  Arbeit

wurde  dieses  System  1  Stunde  nach  experimentellem  SHT  durch  die

Applikation  des  C1-Inhibitors  gehemmt  und  am  nachfolgenden  Tag  die

Auswirkungen bewertet. Die Ergebnisse zeigen, dass diese Behandlung nach

der Hirnverletzung zu einer Reduktion des Hirnödems und der Entzündungs-

reaktion führt. Die Bildung von Thromben in den Hirngefäßen ist geringer als in

Kontrolltieren, vermutlich da der C1-Inhibitor auch die intrinsische Gerinnungs-

kaskade hemmt. Insgesamt führt die Behandlung zu kleineren Hirnläsionen als

in entsprechenden Kontrolltieren. Hiermit stellt der C1-Inhibitor ein potenzieller

Therapieansatz  bei  SHT  dar.  Jedoch  bleibt  es  offen,  inwiefern  sich  diese

Ergebnisse auf das menschliche SHT übertragen lassen.
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