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Kurzreferat  

Unter dem Begriff zerebraler Mikroangiopathien werden heterogene 

pathomorphologische Besonderheiten subsumiert, die entsprechend des 

Ausprägungsgrades eine kognitive Einschränkung (vascular cognitive impairment) 

und im finalen Stadium eine vaskuläre Demenz bedingen können. Gegenstand dieser 

Arbeit war die Betrachtung von Gefäßwandveränderungen und gefäßwandständigem 

Amyloid beta (A), unter besonderer Berücksichtigung der vaskulären Drainagewege 

von A in einem Tiermodell der hypertensiven Arteriopathie (Spontan hypertensive 

stroke-prone Ratte (SHRSP)) im Vergleich zu Wistar-Kontroll-Ratten. Experimentell 

gelang der Nachweis verdickter arteriolärer Gefäßwände in der SHRSP. Zudem 

konnte eine Basalmembrandickenzunahme und beeinträchtigte Integrität der Blut-

Hirn-Schranke (BHS) in Kapillaren der SHRSP nachgewiesen werden. 

Immunhistochemische Färbungen erwiesen eine häufig altersabhängige Koinzidenz 

endogener A-Ablagerungen an Orten einer beeinträchtigten BHS in der SHRSP. 

Stereotaktische A-Injektionen offenbarten eine vermehrte A Ablagerung innerhalb 

der Gefäßwände der SHRSP. Zusammenfassend zeigt das Tiermodell der 

hypertensiven Arteriopathie altersabhängig ausgeprägte Veränderungen der 

Gefäßwände und der Strukturen der neurovaskulären Einheit. Diese sind mit der 

Ablagerung pathologischer Proteine, d.h. von vaskulärem A assoziiert. Folglich muss 

anhand der vorliegenden Daten ein Zusammenhang zwischen hypertensiver 

Arteriopathie und einer gestörten Proteindrainage angenommen werden.  
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1. Einleitung 

1.1 Der Begriff Demenz und deren Epidemiologie  

 

Demographisch zeichnet sich eine Zunahme der Lebenserwartung und der damit 

verbundenen Prävalenz und Inzidenz der Demenz ab. Nach Angaben der 

Weltgesundheitsorganisation (World Health Organization, 12/2017) sind weltweit ca. 

50 Millionen Menschen an einer Demenz erkrankt; die Inzidenz wird auf 10 Millionen 

pro Jahr geschätzt. Die Demenz im Allgemeinen ist stark altersabhängig; die häufigste 

Form ist die Alzheimer Demenz (AD), gefolgt von der vaskulären Demenz, welche für 

ca. 20% aller Demenzen ursächlich ist (1, 2). Häufig sind es allerdings 

Mischpathologien aus Alzheimer und vaskulären Pathologien, die wahrscheinlich noch 

häufiger für kognitive Dysfunktionen im hohen Alter verantwortlich sind (1, 3).  

 

1.2 Vaskuläre Demenz und vaskulär kognitive Beeinträchtigung  

 

Die aktuelle Leitlinie (4) zur vaskulären Demenz bezieht sich in den klinischen Kriterien 

auf die Klassifizierung der American Heart Association (1), die auf der Kombination 

von zwei Faktoren beruht: dem Nachweis einer kognitiven Beeinträchtigung mittels 

neuropsychologischer Testung und dem Nachweis eines vorangegangenen 

Schlaganfalls bzw. einer Hirngefäßerkrankung. Der kausale Zusammenhang beider 

Faktoren muss gegeben sein. Gorelick et al. schlagen eine einheitliche Verwendung 

des Begriffes „vaskulär bedingte kognitive Beeinträchtigungen (engl. Vascular 

cognitive impairment (VCI)“ für alle Formen der kognitiven Beeinträchtigung, beruhend 

auf einer vaskulären Hirnschädigung, vor, unabhängig der Ätiologie (ischämisch, 

atherosklerotisch, hämorrhagisch, etc.) (1). Das klinische Profil der VCI beinhaltet eine 

psychomotorische Verlangsamung, Defizite die Konzentration und Aufmerksamkeit 

betreffend, ein dys-exekutives Syndrom, sowie Adynamie. Das finale Stadium einer 

VCI mündet dann in einer vaskulären Demenz.  

Neben den klinischen Diagnosekriterien einer vaskulären Demenz existiert eine 

Klassifikation entsprechend der zu Grunde liegenden pathomorphologischen 

Veränderungen. Es wird eine Multiinfarkt-Demenz, eine durch strategische 
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ischämische Infarkte bedingte Demenz, eine mit Hirnblutungen assoziierte Demenz, 

sowie eine subkortikale ischämische Demenz mit Marklagerläsionen und Lakunen 

unterschieden (4).  

 

1.3 Zerebrale Mikroangiopathie  

 

Etwa 25% aller ischämischen Schlaganfälle und ca. 45% der Demenzen sind mit einer 

zerebralen Mikroangiopathie assoziiert (5, 6). Die zerebrale Mikroangiopathie ist die 

häufigste Ursache einer vaskulären Demenz im Alter. Unter dem Begriff zerebrale 

Mikroangiopathie werden sämtliche Pathologien vereint, welche eine beeinträchtigte 

Integrität kleiner intrakranieller Arterien, Arteriolen, Kapillaren und Venen bedingen (5, 

7). Zeitgleich wird der Begriff als klinische, bildgebende und histopathologische 

Diagnose verwendet, welche als ätiologische Einflussgröße auf Schlaganfall und 

Demenz innerhalb der vergangenen Jahre stark an Bedeutung gewonnen hat (8). Im 

klinischen Alltag entspricht die Bezeichnung meist einem Syndrom, bestehend aus 

klinischer Präsentation und bildgebendem Befund (9). Mittels bildgebender Verfahren 

wie der Magnetresonanztomographie (MRT) und der Computertomographie (CT) sind 

nur die gefäßassoziierten Läsionen ersichtlich, allen voran die Läsionen innerhalb der 

weißen Substanz, und nicht die ursächlichen Gefäßpathologien, welche weit früher 

beginnen. Dementsprechend wird der Begriff Mikroangiopathie häufig auch als 

Synonym für parenchymale Läsionen angeführt (10). 

Elementare Aufgabe der kleinen Hirngefäße ist die Aufrechterhaltung eines 

konstanten Blutflusses (11). Arteriolen und kleine Arterien werden überwiegend als 

Gefäße mit einem Durchmesser von 5 µm bis 2 mm und Kapillaren als Gefäße mit 

einem Durchmesser bis 10 µm definiert (6, 11). Entsprechend der Lokalisation 

entstammen tief intraparenchymal gelegene kleine Arterien entweder den 

leptomeningealen superfiziellen Arterien oder den basal gelegenen Arterien des 

Circulus Willisii (5, 11). Aufgrund der endarteriellen Versorgung der weißen Substanz 

von basal und superfiziell ist diese besonders empfindlich gegenüber 

Blutflussschwankungen. Eine insuffiziente Gewebeperfusion, eine beeinträchtigte 

Autoregulation der Gefäße und eine erhöhte Permeabilität der Blut-Hirn-Schranke 

(BHS) sind die Schlüsselfaktoren für Mikroangiopathie-assoziierte vaskuläre und 

parenchymale pathomorphologische Veränderungen.  
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1.3.1 Architektur intrazerebraler Gefäße 

 

Die Gefäßarchitektur intrazerebraler Arterien weist je nach Gefäßkaliber und 

intraparenchymaler Lokalisation Besonderheiten auf. Innerhalb des 

Subarachnoidalraumes ziehen leptomeningeale (piale) Arterien entlang (siehe 

Abbildung 1), deren luminale Lamina elastica interna stark gefaltet vorliegt und eine 

flexible Anpassung an unterschiedliche Blutdruckverhältnisse und Pulsationen 

begünstigt. Eine gute Kontraktilität verleihen die multiplen Lagen glatter Muskelzellen 

innerhalb der Tunica media. Eine äußere Schicht Leptomeninx trennt die 

kollagenreiche Tunica Adventitia vom Liquor im Subarachnoidalraum. Zwischen dem 

Gefäß und der umgebenden Pia mater und der Glia limitans befindet sich ein 

perivaskulärer Raum, auch genannt Virchow-Robin Raum (12, 13).  

 

Abbildung 1: Gefäßaufbau intrazerebraler Gefäße 

Arterielle Gefäße innerhalb des Subarachnoidalraumes sind durch eine Schicht Pia Mater von dem umgebenden 

Liquor cerebrospinalis getrennt. Arterielle Äste umgeben von Pia Mater (direkt den Gefäßen aufliegend) und Glia 

limitans (gebildet von Astrozyten-Endfüßen) dringen in das Hirnparenchym ein, bis schließlich auf Höhe der 

Kapillaren die Pia Mater ausläuft und kein perivaskulärer Raum (Virchow-Robin-Raum) mehr vorhanden ist. 

Arterien haben neben der endothelialen Auskleidung eine dicke Tunica Media mit glatten Muskelzellen und 

mehreren Schichten Basalmembran, welche nach außen durch eine Schicht Tunica Adventitia begrenzt ist. Auf 

Höhe der Kapillaren existiert einzig eine endotheliale Auskleidung mit Perizyten innerhalb der endothelialen 

Basalmembran, welche nach extern lediglich durch die Glia limitans begrenzt ist. Abkürzung: GM: Glatte 

Muskelzelle. 

Abbildung modifiziert nach Zlokovic, Nat Rev Neurosci, 2011 (14). 
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Abzweigende Arterien versorgen den Kortex und subkortikale Regionen mit Blut. 

Letztere ziehen unverzweigt durch den Kortex in die unterliegende weiße Substanz. 

Bis zu der Ebene kleiner Arteriolen verdünnt sich die umgebende glatte Muskelschicht 

zunehmend. Ein dünner Bezug Pia Mater separiert das Gefäß von der umgebenden 

Glia limitans, zusammen bilden sie die piale-gliale Basalmembran (15, 16). Ein 

perivaskulärer Raum existiert in diesen Gefäßen nicht (13). Arterien, welche basal 

gelegen direkt den großen Arterien des Circulus Willisii entspringen, versorgen die 

tiefen Schichten der grauen Substanz (Basalganglien, Thalamus), sowie die weiße 

Substanz von basal. Die Besonderheit besteht in den zwei Lagen Leptomeninx, 

zwischen denen sich ein perivaskulärer Raum befindet, welcher aufgrund der variablen 

Dehnbarkeit eine fundamentale Bedeutung für Transportprozesse einnimmt (13, 17). 

Auf der Ebene der Kapillaren ist die gemeinsame Basalmembran von Endothelzellen, 

Perizyten und Astroglia über Integrine mit dem Zytoskelett verankert (18). Perizyten 

liegen innerhalb der endothelialen Basalmembran in prä-kapillären Arteriolen, 

Kapillaren und post-kapillären Venolen. Neben der Expression von Proteinen der 

Extrazellulärmatrix und Oberflächenantigenen beeinflussen Perizyten die 

Permeabilität der BHS durch Expression von Tight junction-Molekülen (12, 19–23). 

Durch Ausbildung der Glia limitans sind Astrozyten integraler Bestandteil der 

gemeinsamen Basalmembran mit den Endothelzellen und Perizyten und tragen über 

Aquaporin-4 (AQP4) Kanäle an den Astrozyten-Endfüßen zum Stoffaustausch mit dem 

Interstitium bei (24).  

 

1.3.2 Aufbau der zerebrovaskulären Basalmembran als Bestandteil der 

Extrazellulärmatrix  

 

Als integraler Bestandteil der BHS der kleinen Hirngefäße ist die zerebrale vaskuläre 

Basalmembran ein hochspezialisiertes drei-dimensionales Netzwerk, welches als 

basale Schicht alle Endothelzellen und Epithelzellen umsäumt, sowie Muskelzellen 

umgibt. Funktionell bildet sie ein stabiles Gerüst und ist Teil der vaskulären 

Extrazellulärmatrix. Sie fungiert zeitgleich als Transportweg und physiologische 

Barriere und ist an der zellulären Signaltransduktion beteiligt (25). Endothelzellen, 

Perizyten und Astrozyten synthetisieren Proteine der vaskulären Extrazellulärmatrix, 

welche nach extrazellulär sezerniert werden und in Komposition die Basalmembran 
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bilden. Hauptbestandteile der 50-100 nm dicken mikrovaskulären Basalmembranen 

sind Kollagen IV, Laminin, Nidogen und Hauptvertreter der 

Heparansulfatproteoglykane (Perlecan, Agrin und Fibronektin) (siehe Abbildung 2) 

(26).  

 

Abbildung 2: Grundlegender Aufbau der Basalmembran 

Schematische Darstellung der Zusammensetzung der Basalmembran mit den wichtigsten Komponenten Laminin, 

Kollagen IV, Nidogen 1 und/oder 2, sowie Perlecan. Zusammen bilden sie ein ca. 50-100 nm dickes Netzwerk der 

vaskulären Basalmembran.  

Abbildung modifiziert nach Sorokin, Nat Rev Immunol, 2010 (27). 

 

Das Laminin-Kollagen-Netz ist für die Integrität der Gefäßwände unerlässlich. 

Veränderungen innerhalb zerebraler Gefäßwände bedingen eine vermehrte Fragilität 

oder Steifigkeit der Gefäße mit konsekutiver Beeinträchtigung des Stoffaustausches 

zwischen Blutbahn und Gehirn, sowie der perivaskulären Drainagefunktion.  

Pathomorphologische Veränderungen der Basalmembran im Rahmen verschiedener 

neurodegenerativer und neuroinflammatorischer Erkrankungen wurden 

tierexperimentell und in vitro vielfach untersucht. Die Basalmembran als Transportweg 

für Amyloid- (A) scheint im Rahmen einer zerebralen Amyloidangiopathie (engl. 

Cerebral amyloid angiopathy (CAA)), einer Variante der zerebralen Mikroangiopathie, 

und AD schon vor einer manifesten A-Ablagerung pathologisch verändert zu sein (19, 

28, 29). Eine kompensatorische Kollagen IV-Zunahme verhindert zusammen mit 

Laminin und Nidogen zunächst eine wandständige A-Ablage durch Unterbindung 

einer fibrillären Konstitution der A-Peptide (30, 31). Eine mit zunehmender 

Wanddicke, Gefäßsteifigkeit und assoziierter Abtransportstörung von A beobachtete 
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Zunahme der Heparansulfatproteoglykane, allen voran Perlecan und Fibronektin, 

fördert hingegen eine wandständige A-Aggregation und triggert die Entwicklung einer 

CAA (20). Dieses Krankheitsmodell implementiert den häufigen histopathologischen 

Befund einer initialen Wanddickenzunahme ohne relevante A-Ablagerung und 

chronischen Befund einer Wanddickenabnahme (Atrophie) in Folge einer 

verminderten transmuralen Nährstoffversorgung im Rahmen einer manifesten CAA.  

Die Integrität der Basalmembran bedarf einer intakten Kommunikation von Astrozyten, 

Perizyten und vaskulären Muskelzellen, sowie der Einbettung in das perineuronale und 

interstitielle Gewebe. Alle Transport- und Signalwege bedürfen einer intakten Integrität 

der vaskulären Extrazellulärmatrix.  

 

1.3.3 Blut-Hirn-Schranke und die Bedeutung der neurovaskulären Einheit  

 

Die BHS stellt eine physiologische Barriere zwischen der Peripherie und dem 

Hirnparenchym dar, gewährleistet ein chemisches und strukturelles Gleichgewicht 

innerhalb des Hirnparenchyms und sorgt für einen kontrollierten Stoffaustausch 

zwischen der Peripherie und dem zentralen Nervensystem (ZNS) (22). Gleichzeitig 

schützt sie vor dem Eintritt toxischer Metabolite und unterstützt den Abtransport 

überschüssiger Stoffwechselprodukte aus dem ZNS in das Blut (32). Für die 

Instandhaltung der BHS sind die intakte Interaktion zwischen Perizyten, Astrozyten, 

vaskulären glatten Muskelzellen, sowie die Integrität der vaskulären 

Extrazellulärmatrix von essentieller Bedeutung. Der Verbund aus Neuronen, 

vaskulären Zellen (Endothelzellen, Perizyten, glatten Muskelzellen) und Gliazellen 

(Astroglia, Oligodendroglia, Mikroglia) wird als neurovaskuläre Einheit bezeichnet 

(siehe Abbildung 3) (33). Ein Verlust der Barriere-Funktion der BHS resultiert in einer 

neurovaskulären Entkopplung mit konsekutivem Eintritt toxischer Metabolite, 

verminderter Perfusion und konsekutiver Hypoxie verbunden mit dem Untergang von 

Neuronen (14).  
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Abbildung 3: Zusammensetzung der Neurovaskulären Einheit und ihre wichtigsten Funktionen 

Zur neurovaskulären Einheit gehören vaskuläre Zellen (Endothelzellen, Perizyten, glatte Muskelzellen innerhalb 

kleiner Arterien, Arteriolen und Venen), Gliazellen (Astroglia, Mikroglia und Oligodendrozyten) und Neurone, welche 

untereinander durch neuronale Innervation von glatten Muskelzellen, Perizyten und Astrozyten interagieren. Eine 

intakte neurovaskuläre Einheit ist Voraussetzung für die Integrität der Blut-Hirn-Schranke und hat maßgeblichen 

Anteil an der Modulation des zerebralen Blutflusses, Aufrechterhaltung der Homöostase, sowie 

neuroinflammatorische Prozesse und Angio-/Neurogenese. Abkürzung: SAR: Subarachnoidal Raum; LCS: Liquor 

cerebrospinales; BHS: Blut-Hirn-Schranke; GM: Glatte Muskelzellen. 

Modifiziert nach Sweeney et al., Nat Rev Neurol., 2018 (24). 

 

Bereits vor dem Auftreten klinischer und makroskopischer Veränderungen 

neurodegenerativer Erkrankungen konnte experimentell eine BHS-Störung als 

Ausdruck einer mikrovaskulären Schädigung nachgewiesen werden (34, 35). 

Pathomorphologisch kommt es initial zu einer kapillären Wandschädigung mit 

konsekutiver Extravasation von Blutplasmabestandteilen, sowie Erythrozyten (35). A 

kann ko-lokalisiert auftreten und einen Indikator für eine perivaskuläre oder 

endotheliale Transportstörung darstellen (36, 37). Eine pro-inflammatorische Kaskade 

begünstigt eine weitere Hirngewebsdestruktion. Letztere wird durch ein Versagen der 

rezeptorvermittelten transmembranen A-Transportwege aggraviert (38, 39). Es lässt 

sich zusammenfassend eine Kaskade aus initialer struktureller Gefäßwandschädigung 

mit konsekutiver BHS-Störung darstellen, welche durch Versagen zellulärer und 
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trophischer Signalwege eine funktionelle Beeinträchtigung der neurovaskulären 

Interaktion bewirkt und einen weiterführenden Hirnparenchymschaden begünstigt. In 

Folge setzen neurodegenerative Prozesse mit assoziierten kognitiven Dysfunktionen 

ein. 

 

1.3.4 Klassifikation der sporadischen zerebralen Mikroangiopathie 

 

Die häufigsten Varianten der sporadischen zerebralen Mikroangiopathie sind die 

hypertensive Arteriopathie (HA) und die CAA. Beide teilen das Alter als gemeinsamen 

Risikofaktor. Neben der sporadischen Form der zerebralen Mikroangiopathie 

existieren auch genetisch determinierte Krankheitsformen wie z.B. die zerebrale 

autosomal-dominante Arteriopathie mit subkortikalen Infarkten und 

Leukenzephalopathie (engl. Cerebral Autosomal Dominant Arteriopathy with 

Subcortical Infarcts and Leukencephalopathy, CADASIL), auf die in der vorliegenden 

Arbeit jedoch nicht näher eingegangen wird.  

 

1.3.5 Hypertensive Arteriopathie 

 

Häufig auch unter dem Begriff einer Hypertonie- oder Alters-assoziierten zerebralen 

Mikroangiopathie bekannt, vereint die Untergruppe der HA die am häufigsten 

vorliegende Pathologie kleiner intrazerebraler Gefäße im Alter. Betroffen sind kleine 

Arterien, Arteriolen, Kapillaren und Venolen innerhalb der tiefen grauen 

(Basalganglien, Thalamus, Pons, Kleinhirn) und weißen Substanz. Alters- und 

Hypertonie-assoziiert findet eine Extravasation von Proteinen und eine 

Bindegewebsvermehrung innerhalb der Tunica media statt (13). Das morphologische 

Resultat sind eine fibrinoide Nekrose und Lipohyalinose mit wandständigen 

Mikroatheromen, welche eine Einengung des Gefäßlumens, sowie eine zunehmende 

Steifigkeit und Brüchigkeit der Gefäßwände bewirken (siehe Abbildung 4) (5, 11, 13, 

40, 41). Makroskopisch sind kleine (z.T. subklinische) subkortikal gelegene 

Hirninfarkte innerhalb der weißen Substanz, sowie große intrazerebrale Blutungen in 

„loco typico“ innerhalb der tiefen grauen Substanz die Folge.  
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Abbildung 4: Histopathologische Befunde zerebraler Mikroangiopathien 

(a) Leptomeningeale Arterie mit Proliferation der Intima und konsekutiver Aufsplittung der Lamina elastica interna 

(Pfeil) in Folge einer Arteriosklerose/Atherosklerose. (b) Arterie innerhalb der weißen Substanz mit Lipohyalinose 

und Fibrosierung der Gefäßwand, sowie Aufsplittung der einzelnen Gefäßwandschichten (Pfeil) und fibrinoider 

Nekrose. (c) Arterie innerhalb der weißen Substanz mit Anfärbung von Apolipoprotein E (braun) (Pfeil), indikativ für 

eine Lipohyalinose. EvG: Elastica van Gieson Färbung, apoE: Anti-Apolipoprotein E Färbung (Covance Dedham, 

USA, D6E10). 

Abbildung entnommen aus Grinberg et al., Acta Neuropathologogica, 2010 (40). 

 

1.3.6 Sporadische zerebrale Amyloidangiopathie  

 

Das Krankheitsbild der CAA gilt als Indikator für eine gestörte perivaskuläre 

Drainagefunktion mit konsekutiver Ablagerung von Bestandteilen der 

Extrazellulärflüssigkeit (36). Eine  Hauptkomponente mit weitreichenden Effekten stellt 

das kongophile, immunreaktive Aβ-Protein1-40 dar, welches vorwiegend in den 

Wänden kleiner und mittelgroßer leptomeningealer und kortikaler Arterien bzw. 

Arteriolen, sowie in geringerer Ausprägung auch in Venen und Kapillaren, vorzufinden 

ist (5, 11, 41). Topographisch erscheint der Okzipitallappen am häufigsten und am 

schwerwiegendsten betroffen zu sein, weniger häufig betroffen sind der Frontal-, 

Temporal-, und Parietallappen (42). Die Basalganglien, der Thalamus und die weiße 

Substanz sind meist ausgespart oder nur in fortgeschrittenen Krankheitsstadien von 

einer CAA betroffen. Histologisch betrachtet sind Aβ-Ablagerungen während der 

Ausbildung einer CAA zunächst vereinzelt abluminal zwischen den glatten 

Muskelzellen innerhalb der Basalmembranen der Tunica media vorzufinden, wobei die 

Integrität der Gefäßwände erhalten bleibt. Bei größeren leptomeningealen Arterien ist 

das abgelagerte Aβ zunächst innerhalb der Tunica adventitia vorzufinden und 
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nachfolgend innerhalb der Tunica media (13). Mit zunehmender Schwere der 

Erkrankung finden sich Amyloidablagerungen in allen Wandschichten, ersetzen glatte 

Muskelzellen und Basalmembranbestandteile und führen zunächst zu einer 

generalisierten Wandverdickung mit Lumeneinengung (42). Das Endstadium der CAA 

führt zu einer zirkulären Ablösung der Tunica media von der Lamina elastica interna 

mit mikroskopischem Nachweis einer doppelläufigen Zellwand (40). Eine endotheliale 

Dysfunktion mit gesteigerter Permeabilität der BHS, einer porösen Gefäßwandstruktur 

und einer Veränderung des perivaskulären Raumes resultiert in einer gestörten 

Autoregulation mit irreversibler Schädigung physiologischer transendothelialer, 

intramuraler und perivaskulärer Transportvorgänge. In deren Folge wird eine 

weiterführende Aβ-Ablagerung begünstigt und eine Amyloid-vermittelte lokale 

Entzündungsreaktion getriggert.  

Die Aβ-Proteine entstammen einem membranständigen, glykolysierten Amyloid-

Vorläufer-Protein (engl. amyloid precursor protein, APP), welches eine große 

extrazelluläre und kleine intrazelluläre Domäne aufweist und posttranslational variabel 

glycosyliert wird (43–45). Durch proteolytische Spaltung von APP entstehen die 

pathologischen A-Peptide, welche aufgrund einer nicht akkurat definierten 

Schnittstelle eine variable Aminosäuresequenz von 40-42 Aminosäuren aufweisen. 

A40-Peptide sind hydrophiler und überwiegend im Rahmen einer CAA vorzufinden, 

wohingegen A42-Peptide hydrophob und dominierender Bestandteil der Amyloid-

Plaques sind (44).  

 

1.3.6.1 Transportmechanismen für Amyloid-β 

 

Transportwege von löslichem A umfassen die extrazelluläre enzymatische Spaltung, 

die zelluläre Aufnahme mittels Endozytose und intrazelluläre Degradierung, den 

Transport über die BHS entlang der Blut-Liquor-Schranke und die Rezirkulation oder 

den Abtransport in die Lymphe. Eine Abtransportstörung von Aβ wird als relevanter 

Pathomechanismus für die Entstehung vaskulärer Demenzen angenommen (12, 46). 

Es existieren zwei Modelle wie ein Abtransport von A intraparenchymal erfolgt: (i) die 

perivaskuläre und (ii) die glymphatische Drainage. Bei der perivaskulären Drainage 

(siehe Abbildung 5) wird ein Abtransport der interstitiellen Flüssigkeit (ISF), inklusive 
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A, entgegengesetzt des Blutflusses entlang kapillärer endothelialer und nachfolgend 

arteriolärer und arterieller Basalmembranen innerhalb der Tunica media 

angenommen. Nach Mündung in den Subarachnoidalraum sind eine Rezirkulation 

oder ein Abstrom entlang meningealer Lymphgefäße nach extrakraniell etablierte 

Drainagewege (15, 16). Das Modell einer glymphatischen Drainage fand durch Iliff et 

al. 2012 erstmals Erwähnung. Maßgebliche Unterschiede sind eine Glia-vermittelte 

Drainage paravaskulär mit einem para-venösen Abtransport von ISF und 

Cerebrospinalflüssigkeit (CSF) (47–49). Auf Einzelheiten wird hier jedoch nicht 

eingegangen. 

 

Abbildung 5: Detailliertere Darstellung der perivaskulären Drainage 

Mit gelb markiert ist der Einstrom der Zerebrospinalflüssigkeit (engl. cerebrospinal fluid, CSF) entlang der pialen-

glialen Basalmembran (BM) mit Ausstrom in das Hirnparenchym und folgend in die inneren Liquorräume, wo es zu 

einer Vermischung der CSF mit der interstitiellen Flüssigkeit (ISF) kommt. Mit grün markiert ist der Ausstrom von 

CSF und ISF entlang der kapillären endothelialen Basalmembran und nachfolgenden intramuralen peri-arteriellen 

Drainagewege.  

Abbildung modifiziert nach Albargothy  et al., Acta Neuropathologica 2018(16). 

 

Ursachen für eine fehlerhafte Drainagefunktion im Alter werden kontrovers diskutiert. 

Als etablierter Pathomechanismus wird eine beeinträchtigte Integrität der Gefäßwände 

mit konsekutiv veränderten perivaskulären und paravaskulären Räumen 

angenommen, wodurch eine vermehrte A-Ablagerung begünstigt wird (50). Eine 
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zunehmende Steifigkeit der Gefäße durch Proteinablagerungen und der Verlust 

vaskulärer glatter Muskelzellen resultieren in einer verminderten Pulsatilität mit 

weiterführender Beeinträchtigung einer perivaskulären Drainage (15). 

Verminderte arterielle Pulsationen münden in einer „Stase“ von ISF und CSF. 

Proteinfehlfaltung und -ablagerung werden als Komplikation angenommen (47). 

Rezirkulierende CSF mit hohem Anteil an A kann eine Proteinablagerung ebenso 

begünstigen und eine intrinsische Verstärkung der A-Ablagerung durch bereits 

akkumuliertes A bewirken. Der experimentelle Nachweis einer deutlich 

eingeschränkten Drainage der ISF bei AQP4-defizienten Mäusen wies auf die hohe 

Relevanz einer glialen Transportfunktion hin (12, 23, 47).   

 

1.3.7 Zusammenhang von hypertensiver Arteriopathie und zerebraler 

Amyloidangiopathie 

 

Die HA und die CAA sind Unterformen der zerebralen Mikroangiopathie. Gemeinsamer 

Risikofaktor ist das zunehmende Alter (11, 51). Eine arterielle Hypertonie gilt als 

zentraler vaskulärer Risikofaktor für eine HA. Die Entwicklung einer CAA kann durch 

eine genetisch determinierte Allelkonfiguration des Apolipoproteins E (2 und/oder 4) 

begünstigt werden (52). Klinisch können sich beide Angiopathien mit transienten oder 

alltagsrelevanten neurologischen Defiziten manifestieren. Lakunäre ischämische 

Infarkte, sowie typische intrazerebrale Blutungen sind bei der HA vorwiegend 

subkortikal innerhalb der weißen Substanz, dem Thalamus, den Basalganglien, sowie 

im Hirnstamm vorzufinden (6, 53). Die CAA manifestiert sich vorwiegend durch lobär 

gelegene atypische intrazerebrale Blutungen mit Prädominanz im Okzipitallappen 

(41).  

Histopathologische Untersuchungen ergaben eine häufige Ko-inzidenz der beiden 

Mikroangiopathie Formen, HA und CAA, im gleichen Hirn (40, 41). Ein darüber hinaus 

möglicher kausaler Zusammenhang zwischen beiden Varianten kann über eine 

(hypertensive) Gefäßwandschädigung mit assoziierter Drainagestörung und 

anschließender A-Akkumulation diskutiert werden. Umgekehrt fördert vaskuläres A 

die Gefäßwandschädigung und kann so die mit einer HA-assoziierten 

Wandpathologien triggern.  
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1.4 Hypothesen der vorliegenden Arbeit 

 

In dieser Arbeit wurde die wissenschaftliche Annahme einer Überlappung von HA und 

Proteinopathie unter Berücksichtigung eines spezifischen Risikoprofils vertiefend 

untersucht. Bereits bekannt ist eine Hypertonie-getriggerte Destruktion der Wände 

kleiner Hirngefäße mit bildgebendem Befund vorwiegend subkortikal gelegener 

Läsionen. Eine Alters-abhängige Aggravation der Hypertonie-getriggerten 

Gefäßwanddestruktion ist zudem bekannt. Unabhängig davon wurde eine 

Proteinopathie bisher als Alters-abhänge Transportstörung postuliert. Zur Annäherung 

an die Hypothese der Koinzidenz einer CAA an Orten einer HA wurden in der spontan 

hypertensiven stroke-prone Ratte (SHRSP), einem validen Tiermodell der HA, und der 

Wistar-Kontrollratte folgende Fragestellung experimentell untersucht: 

1. In welchem Ausmaß sind quantitative Wandveränderungen Hypertonie-

assoziiert in SHRSP vorzufinden im Vergleich zu Wistar Ratten? 

2. Treten qualitative Wandveränderungen in Kapillaren, Arteriolen und kleinen 

Arterien gleichermaßen auf? 

3. Welchen Einfluss hat das Alter als Komorbidität für Hypertonie-getriggerte 

Wanderveränderungen? 

4. Werden BHS-Störungen Alters-unabhängig durch eine HA aggraviert?  

5. Findet eine endogene A-Ablagerung in beiden Rattenmodellen statt? 

6. An welchen Orten im Gefäßnetz lagert sich endogenes A ab? 

7. Gibt es eine Koinzidenz bestehend aus BHS-Störung und A-Ablagerung? 

8. Unterscheidet sich die A-Drainage in SHRSP und Wistar Kontrollratten? 
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2. Material und Methoden  

2.1 Zielsetzung 

 

Zur Untersuchung pathomorphologischer Veränderungen der zerebralen 

Basalmembranen kleiner Hirngefäße, die eine überlappende Gefäßpathologie 

bestehend aus HA und CAA offenbart, wurde:  

1. die Integrität der Basalmembranen kleiner Arterien, Arteriolen und Kapillaren 

betrachtet. Hierbei dienten histochemische (MOVAT-Pentachromfärbung) 

Untersuchungen der Betrachtung quantitativer Wandveränderungen. Die 

nachfolgende Analyse qualitativer Wandveränderungen erfolgte durch Anwendung 

immunhistochemischer (Laminin/Collagen IV Färbung, Thioflavin T/S und Berliner 

Blau Färbung) und elektronenmikroskopischer Nachweisverfahren. 

2. das Vorhandensein einer CAA unter Beachtung des Risikoprofils (arterielle 

Hypertonie, hohes Lebensalter) in beiden Rattenmodellen immunhistochemisch 

untersucht.  

3. der Transportprozess von A evaluiert. Histochemische Untersuchungen dienten 

der Betrachtung quantitativer Wandveränderungen. Die nachfolgende Analyse 

qualitativer Wandveränderungen erfolgte durch Anwendung immunhistochemischer 

und elektronenmikroskopischer Nachweisverfahren. Unter der Annahme einer 

perivaskulären Drainagestörung in Folge hypertensiver struktureller 

Gefäßwandveränderungen sollte hier die Frage geklärt werden, ob an Orten einer 

beschädigten Gefäßwand ein höheres Risiko für eine A-Ablagerung besteht und als 

Trigger für die spätere Entwicklung einer CAA fungiert. Final wurde der Frage 

nachgegangen, ob eine HA mit einer perivaskulären Aß-Drainagefunktionsstörung 

assoziiert ist. Dies sollte mittels immunhistochemischer Nachweismethoden und 

stereotaktischer A-Injektion erreicht werden.  

 

2.2 Tiermodell SHRSP und Wistar Ratte  

 

Ein geeignetes Tiermodell der zerebralen Mikroangiopathie ist die SHRSP, die durch 

multiple und selektive Verpaarung aus der spontan hypertensiven Ratte (SHR) 
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hervorgegangen ist (54). Pathophysiologisch ist die SHRSP durch eine Überaktivität 

des Renin-Angiotensin-Systems, einen gesteigerten Symphatikotonus sowie ein 

modifiziertes Endothelin-System, verbunden mit einer Insulinresistenz und einer 

gemischten Hyperlipidämie, gekennzeichnet. Es besteht ein genetisch determinierter, 

chronisch arterieller Hypertonus mit spontaner Entwicklung zerebraler Infarkte, 

wodurch die SHRSP ein valides Modell für die Untersuchung risikoassoziierter 

mikroangiopathischer Veränderungen im Alter darstellt (55, 56).  

Ein geeignetes Tiermodell für die Kontrollgruppe ist die Wistar-Kyoto Ratte. Sie weisen 

im Vergleich zur SHRSP weder einen arteriellen Hypertonus, noch das typische 

Risikoprofil mikroangiopathischer Veränderungen (Hyperlipidämie, Insulinresistenz) 

auf (57). Die Blutdruckwerte von SHRSP und Wistar-Kontrollratten sind in Tabelle 1 

dargestellt. 

Tabelle 1: Gewicht und Blutdruckwerte von SHR, SHRSP und Wistar-Ratten im zeitlichen Verlauf. 

Mit Stern (*) sind signifikante Gruppenunterschiede zwischen SHR/SHRSP und Wistar-Kontrollratten 

gekennzeichnet. Signifikanzniveau nicht näher bekannt. 

Modifiziert nach Ritz et al., Curr Neurovasc Research, 2009 (57). 

Alter 2 Monate 4 Monate 6 Monate 9 Monate 

Körpergewicht (in Gramm) 

SHR 21815* 32815* 34620* 38011* 

SHRSP 2148* 30711* 33712* 34315* 

WKY 25812 37214 44023 46521 

Mittlerer arterieller Druck (mm Hg) 

SHR 14316 18314* 18635* 14410 

SHRSP 14111 18433* 19620* 20510* 

WKY 11414 1226 12410 12221 

 

Als Versuchstiere wurden mit Genehmigung der Tierversuchsanträge 

(Referenznummer 42502-2-1148 DZNE; 42502-2-943 Uni MD; 42502-2-1277 Uni MD) 

durch das Landesverwaltungsamt Sachsen-Anhalt 82 männliche SHRSP und 59 

männliche Wistar-Ratten unterschiedlichen Alters in die Studie inkludiert (siehe 

Tabelle 2). Die SHRSP wurden von den “Charles River Laboratories International” in 
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Wilmington, Massachusetts, USA und die Wistar-Ratten von den “Charles River 

Laboratories, Research Models and Services, Germany GmbH” in Sulzfeld bezogen. 

 

Tabelle 2: Anzahl verwendeter SHRSP und Wistar Ratten entsprechender Altersgruppen für das jeweilige 

Experiment 

Experiment Gruppe Alter in Wochen 

18 24 25 28 31 32 33 34 35 44 

Histologie SHRSP 6 6 1  3 9  1  10 

Wistar 4 5   1 5 1  1 6 

IHC 

Coll/Lam 

SHRSP 5 5    5     

Wistar 5 5    5     

IHC Endothel SHRSP 3 3    3     

Wistar 3 3    3     

IHC A 

 

SHRSP 1   2  7     

Wistar           

TEM 

 

SHRSP 3 3    3     

Wistar 3 3    3     

Stereotaxie SHRSP        3   

Wistar        3   

 

2.2.1 Haltung und Fütterung  

 

Die Versuchstiere unterlagen homogen den gleichen Haltungsbedingungen mit einem 

natürlichen Tag-Nacht (hell-dunkel) Zyklus und freiem Zugang zu Wasser und 

Nahrung. Es erfolgte eine tägliche Begutachtung von Spontanaktivität, Koordination 

und Gleichgewicht. Gewichtskontrollen fanden wöchentlich statt. 
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2.3 Methoden 

 

Zur Quantifizierung von kleinen Gefäßen mit verdickten Gefäßwänden erfolgte eine 

MOVAT-Pentachromfärbung (siehe 2.5.1). Zur Untersuchung von Veränderungen der 

Basalmembranen der kleinen Gefäßwände erfolgten immunhistochemische 

Färbungen mit Collagen IV und Laminin (siehe 2.6.1). Die Assoziation einer BHS-

Störung mit Austritt von Blut durch die geschädigte Gefäßwand und 

gefäßwandständigen Aβ-Ansammlungen wurde durch histochemische 

Nachweismethoden mit Kongorot bzw. Thioflavin S/T und Berliner Blau (siehe 0), 

sowie immunhistochemischen Nachweismethoden (Fluoreszeinisothiocyanat (FITC), 

Aβ) (siehe 2.6.2) untersucht. Für eine genauere qualitative Untersuchung der 

neurovaskulären Einheit inklusive der Basalmembranen erfolgte die Untersuchung 

zerebraler Kapillare mittels Transmission-Elektronmikroskopie (TEM) (siehe 2.7). 

Abschließend erfolgten stereotaktische Injektionen von Aβ in den Hippokampus der 

SHRSP und Wistar Ratte und die anschließende immunhistochemische Detektion, um 

einer möglichen Drainagestörung nachzugehen (siehe 2.8). Kapillaren (MOVAT-

Färbung: Diameter <20 µm, Immunhistochemische Färbung Diameter <15 µm) und 

Arteriolen (MOVAT-Färbung: Diameter >20 µm, Immunhistochemische Färbung 

Diameter >15 µm) wurden jeweils einzeln betrachtet. 

 

2.4 Aufbereitung des Hirngewebes  

 

Zur Gewebegewinnung wurden die Ratten zunächst mit Pentobarbital (40 mg/kg, 1 ml 

auf 100 g Körpergewicht, intraperitoneal) narkotisiert. Bereits für die Stereotaxie 

verwendete, narkotisierte Tiere (SHRSP n=3, Wistar n=3) wurden direkt im Anschluss 

in den Perfundierungsvorgang überführt. Für immunhistochemische und histologische 

Färbungen folgte eine transkardiale Perfusion mit Phosphat-gepufferter 

Kochsalzlösung (engl. phosphate buffered saline, PBS) 0,1 Molar (pH = 7,2) und die 

anschließende Fixation des Hirngewebes mit 4% Paraformaldehyd (PFA). Insgesamt 

dauerte die Perfusion 8 Minuten. Im Anschluss erfolgten die Dekapitation der Ratten 

sowie die Gehirnentnahme. Die Gehirne wurden für weitere 48 Stunden in PFA 

postfixiert und anschließend in 30%iger Saccharose-Lösung kryokonserviert. Zur 
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Aufbewahrung wurden die Gehirne mit Hilfe von -80 °C kaltem Methylbutan 

schockgefroren und bei -80 °C gelagert. Vierundzwanzig Stunden vor der Anfertigung 

von Gewebeschnitten wurden die Hirne in einen Gefrierschrank mit -20 °C überführt 

und anschließend Koronarschnitte (30 µm) am Kryostat angefertigt. Im Abstand von je 

ca. 1 mm wurden 11 Schnittebenen (frontaler bis okzipitaler Pol) angefertigt; pro 

Schnittebene wurden jeweils 3 Schnitte für die histologischen Färbungen entnommen. 

Die restlichen Schnitte wurden in mit Kryoprotektionslösung (engl. cryoprotectant 

solution, CPS; Glycerin, Ethylenglykol, 0,1 M PBS im Verhältnis 1:1:2) gefüllten 96-

Well-Platten bei 4 °C gelagert und nachfolgend für immunhistochemische Färbungen 

und die Durchführung der Elektronenmikroskopie in kleinen Zentrifugenröhrchen nach 

Southampton versandt.  

Bei geplanter Durchführung der Transmission-Elektronenmikroskopie fand nach 

stattgehabter Perfusion mit PBS die Fixation des Hirngewebes mit einer 

Glutaraldehyd(2,5%)-Formalin(2%)-Lösung statt. Zum Erhalt der Gewebestruktur 

folgte die Nachfixierung der Hirne über 48 Stunden mit der zuvor verwendeten 

Glutaraldehyd-Fixierlösung. Die Hirne wurden anschließend weiter in der Fixierlösung 

gelagert und ebenfalls nach Southampton versandt. Es erfolgte die Anfertigung von 

Sagittalschnitten (100 µm) am Kryostat, welche bis zur Weiterverarbeitung in PBS 

0,01M (pH 7,2) aufbewahrt wurden. 

 

2.5 Histopathologie  

 

Für die MOVAT-, ThioflavinT/S- und Berliner Blau- Färbungen wurden Gefrierschnitte 

nach Aufbereitung des Hirngewebes auf Objektträger überführt und anschließend 

entsprechend gefärbt. 

 

2.5.1 MOVAT-Pentachrom Färbung nach Verhöff  

 

Objektträger mit je 4 Hirnschnitten von jedem Tier wurden in Küvetten überführt. 

Anschließend staffelte sich der Färbeablauf wie folgt (siehe Tabelle 3). Die 

angefärbten Strukturen in den histologischen Abbildungen waren wie folgt: Zellkerne 
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blau-schwarz, Zellplasma rötlich, elastische Fasern rot, Kollagen gelb, Grundsubstanz 

(Matrix) blau. 

Tabelle 3: Färbeablauf MOVAT-Pentachrom Färbung nach Verhöff 

Durchführung Zeit in 
Minuten 

1. Waschung (Leitungswasser) 5 

2. Vorbehandlung mit 3%iger Essigsäurelösung 0,5 

3. Erste Färbung mit 1%iger Acianblau-Lösung 
(Glycosaminoglycane, Mucine) 

30 

4. Waschung (Aqua dest.) 1 

5. Zweite Färbung mit Verhöff-Gebrauchslösung (Zellkerne) 6 

6. Waschung (Aqua dest.) 10 

7. Dritte Färbung mit Brilliant-Crocein-Säurefuchsinlösung 
(Zellplasma) 

3 

8. Spülung mit 1% Essigsäure 0,5 

9. Beize mit 2%iger Phosphorwolframsäure 15 

10. Entwässerung mit 100%igem Alkohol  1 

11. Vierte Färbung mit 6% Safran du Gatains (Kollagenes 
Bindegewebe) 

3 

12. Entwässerung mit 100%igem Alkohol (Rotisol) 5 

13. Eintauchen in Xylol 5 

14. Eindeckelung mit Histomount  

 

2.5.2 Kombinationsfärbung von A (Kongorot) und Eisenionen (Berliner-Blau)  

 

Für die kombinierte Kongorot- und Berliner-Blau-Färbung wurden pro Tier 11 

Hirnschnitte aus 11 Schnittebenen (1 Schnitt pro Ebene) wie folgt gefärbt (siehe 

Tabelle 4). Nach Durchführung der Färbung erscheinen die Zellkerne im 

Lichtmikroskop rot, Eisenionen blau und Aβ-Peptide orange-rot.  

Tabelle 4: Färbeablauf Kombinationsfärbung Kongorot und Berliner-Blau 

Durchführung Zeit in 
Minuten 

1. Waschung (Aqua destl). 0,5 

2. Erste Färbung mit 10%ig Kaliumferrocyanidlösung 
(Kaliumhexacyanoferrat) und 25%iger Salzsäure (HCL) 
(Eisen-Ionen) 

30 

3. Waschung (Aqua dest.) 1 

4. Zweite Färbung mit Kernechtrot (Zellkerne) 5 

5. Waschung (Leitungswasser) 10 
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6. Dritte Färbung mit  
- Gebrauchslösung 1 (Stammlösung (30 g 

Natriumchlorid in 200 ml Aqua dest. + 800 ml 
Rotisol)+1% Natriumhydroxid (NAOH))  

- Kongorot-Gebrauchslösung 2 (Stammlösung+ 
Kongorot 2,5g + NAOH) (Aβ) 

20 
 
 
 
10 
 

7. Entwässerung mit 80%igem und 100%igem Alkohol 
(Rotisol)  

5 

8. Eintauchen in Xylol 5 

9. Eindeckelung mit Histomount  

 

2.5.3 Kombinationsfärbung von A (Thioflavin S/T) und Eisenionen (Berliner Blau)  

 

Neben der Kongorot-Färbung existieren Thioflavin T und Thioflavin S als etablierte 

histopathologische Nachweismethoden für Aβ-Peptide (58–60). Die simultane 

Anfärbung von Aβ-Peptiden durch die Thioflavin-Färbungen und Eisenionen (Fe3+) in 

der Berliner-Blau-Färbung erfolgte zur Untersuchung der CAA bei gleichzeitiger 

Detektion von BHS-Störungen. Aβ-Peptide erscheinen nach Anfärbung mit Thioflavin 

dunkelrot im Lichtmikroskop.   

Es wurden zwei Kombinationsfärbungen zum Vergleich durchgeführt: (i) Thioflavin S 

und Berliner-Blau, (ii) Thioflavin T und Berliner-Blau. Pro Tier wurden 11 Hirnschnitte 

aus 11 Schnittebenen (1 Schnitt pro Ebene) wie folgt gefärbt (siehe Tabelle 5): 

Tabelle 5: Färbeablauf immunhistochemischer Detektion mittels Thioflavin T/S und Berliner Blau 

Durchführung Zeit in 
Minuten 

1. Waschung (Aqua destl). 0,5 

2. Erste Färbung mit 10%ig Kaliumferrocyanidlösung 
(Kaliumhexacyanoferrat) und 25%ig Salzsäure (HCL) 
(Eisen-Ionen) 

30 

3. Waschung (Aqua dest.) 1 

4. Zweite Färbung mit Kernechtrot (Zellkerne) 5 

5. Waschung (Leitungswasser) 10 

6. Dritte Färbung (Aβ) mit  
1%ig Thioflavin S oder 
1%ig Thioflavin T 

8 

7. Entwässerung mit 80%igem und 100%igem Alkohol  5 

8. Eintauchen in Xylol 5 

9. Eindeckelung mit Histomount  
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2.6 Immunhistochemie  

2.6.1 Immunhistochemische Detektion von Kollagen Typ IV und Laminin  

 

Zwölf Hirnschnitte pro Tier wurden gefärbt (siehe Tabelle 6). Anschließend wurden 

Lichtmikroskopische Aufnahmen (Leica) zur Quantifizierung in Image J (NIH, 

Maryland, USA) importiert. 

Tabelle 6: Immunhistochemische Detektion von Kollagen IV und Laminin 

Durchführung Zeit in 
Minuten 

1. Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 0,5 

2. Inkubation mit Wasserstoffperoxid  15 

3. Enzymverdau mit Pepsin (1 mg/ml in 0,2N HCL, 37 °C)  4 

4. Blockierung der endogenen biologisch aktiven Moleküle 
mit 15% Ziegen-Normalserum (RT) 

15 

5. Inkubation mit dem Primärantikörper in 0,5% Triton X-100 
in 0,1M PBS (PBSt) 

(i) Kaninchen-gegen-Ratte Kollagen IV, 1:500, 
AbCam Ab6586, Cambridge, UK oder  

(ii) Kaninchen-gegen Ratte Laminin, 1:500, Sigma-
Aldrich L9396, Dorset, UK 

Über 
Nacht 

6. Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 1 

7. Inkubation der Gewebeschnitte mit einem biotinylierten 
Sekundärantikörper in PBSt (Ziege-gegen-Kaninchen IgG, 
1:400, VECTOR BA-1000, Peterborough, UK)  

60 

8. Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 1 

9. Inkubation mit ABC-Reagenz (1:200) 60 

10. Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 1 

11. Waschung mit Natrium-Acetatpuffer 0,1M (pH 6,0) 1 

12. Inkubation mit DAB-Nickel-Lösungsansatz zzgl. 
Ammoniumchlorid, D-Glucose und Glucose-Oxidase 

5 

13. Entwässerung mit 80%igem und 100%igem Alkohol  5 

14. Eintauchen in Xylol 5 

15. Eindeckelung mit Histomount  
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2.6.2 Immunhistochemische Endothel- und A - Färbung   

 

Der immunhistochemische Nachweis von Aβ erfolgte als Kombinationsfärbung mit 

dem FITC-gekoppeltem Solanum tuberosum Lektin (SLT) als Endothelmarker und 

dem Zellkernmarker 4′,6-Diamidin-2-phenylindol (DAPI) (siehe Tabelle 7). 

Der Fluoreszenzfarbstoff DAPI färbt spezifisch doppelsträngige 

Desoxyribunukleinsäure (engl. desoxyribonucleic acid, DNA) der Zellkerne an. 

Gebunden an die DNA fluoresziert DAPI im sichtbaren Bereich, das 

Emissionsmaximum befindet sich bei 461 nm. 

Fünf Koronarschnitte pro Tier je Gruppe wurden in den Färbeprozess inkludiert.  

Tabelle 7: Färbeablauf immunhistochemische Detektion von A und Endothelzellen 

Durchführung Zeit in 
Minuten 

1. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4  Je 5 

2. Vorinkubation mit Citratpuffer (65°C) 30 

3. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 Je 5 

4. Blockierung endogen aktiver Moleküle mittels 10% Esel-
Normalserum in PBSt 

60 

5. Inkubation mit der primären Antikörperlösung (PBSt + 5% 
Esel-Normalserum + STL-FITC (1:500, Axxora, Enzo Life 
Sciences GmbH, Lörrach, GER) + Kaninchen-gegen-Aβ 
(1:500, Covance, Dedham, MA, USA) bei 4°C 

Über 
Nacht 

6. 3x Waschung mit PBS 0,01M pH 7,4 Je 5 

7. Inkubation mit dem Sekundärantikörper (PBSt+ 5% Esel-
Normalserum + Cy3-gekoppeltes Esel-gegen-Kaninchen 
IgG, 1:500, Jackson Immuno Research, Philadelphia, 
USA) 

2h 

8. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 Je 5 

9. Inkubation mit DAPI (1:10000; MoBiTec, Göttingen; GER)  20 

10. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 Je 5 

11. Entwässerung mit 50%igem, 70%igem, 90%igem und 
100%igem Alkohol (Rotisol) 

Je 5  

12. Eintauchen in Xylol 5 

13. Eindeckelung mit Histomount  
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2.7 Transmission-Elektronenmikroskopie  

 

Die Durchführung der TEM erfolgte unter Leitung von Herrn Anton Page, Biomedical 

Imaging Unit, Southampton mit Unterstützung durch Herrn Alan Moris, PhD. 

Mit dem Transmission-Elektronenmikroskop ist eine Beurteilung der Ultrastruktur 

kleinster Zellbestandteile möglich. Für die Darstellung der Mikromorphologie 

zerebraler Kapillaren wurden zuvor angefertigte und in PBS 0,01M (pH 7,2) 

aufbewahrte, saggitale Hirnschnitte (100 µm) in die Regionen Kortex (frontoparietal), 

Striatum und Thalamus zerlegt. Eine anschließende Waschung der Gewebeschnitte 

mit isotonem Phosphat-Puffer (pH 7,2) begünstigte die feine Vernetzung und starke 

Denaturierung der Proteine. Eine Fixierung der Lipide mit Erhöhung des 

Gewebekontrastes wurde nachfolgend durch die Inkubation mit Osmiumtetroxid (1% 

in 0,1M PBS (pH 7,2), 1 h) erreicht. In einer aufsteigenden Alkoholreihe (30% für 10 

min, 50% für 10 min, 70% (in 2% Uranylacetat) für 40 min, 90% über Nacht und 2x 

100% für je 10 min) wurden die Proben zunächst entwässert. Nach Lagerung der 

Gewebeproben in reinem Azetonitril (10 min) wurden diese in eine Azetonitril- 

Kunstharz (Resin)-Lösung (Verhältnis 1:1) (TAAB Laboratories Equipment, 

Aldermaston, UK) überführt und über Nacht gelagert. Es folgte die erneute Zugabe 

von flüssigem Kunstharz mit anschließender Transferierung und Polymerisierung der 

Proben in flüssigem Kunstharz bei 60 °C (über 18 h). Um die genaue Darstellung der 

Zellstrukturen zu gewährleisten wurden zunächst 0,5 µm dünne Schnitte an einem 

Ultramikrotom (Leica-Reichert Ultracut E ultra-microtome, Leica, UK) angefertigt und 

anschließend lichtmikroskopisch (Nikon 80i, Japan, 75x Vergrößerung) auf das 

Vorhandensein kapillärer Strukturen untersucht. Vorselektierte Schnitte mit einer 

ausreichenden Anzahl an Kapillaren wurden schließlich zu Ultradünnschnitten (90 nm) 

verdünnt und auf Kupfer-Palladium-Netze überführt.  

 

2.8 Stereotaktische A - Injektion in SHRSP  

 

Um den Transport und die Verteilung von Aβ in den Wänden kleiner Arterien, Arteriolen 

und Kapillaren in vitro zu beobachten, erfolgte die stereotaktische Injektion von 

fluoreszenzmarkiertem Aβ in den Hippokampus der Ratten. Die Tiere wurden zu 
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Beginn mit Pentobarbital (1 ml pro 100 g Körpergewicht, intraperitoneal appliziert) 

narkotisiert. Ein Erlöschen des Lidschlussreflexes und Greifreflexes galt als Indikator 

für eine ausreichende Narkotisierungstiefe. Für die Stereotaxie wurde der Kopf der 

Tiere in einer Stereotaxie-Apparatur (Stölting Europe, Dublin, IRL) frontal (Nase) und 

temporal (Schädelkalotte) fixiert. Eine Konstanthaltung der Körpertemperatur bei 37 

°C wurde durch Verwendung einer Wärmematte (Harvard Apparatus, March, GER) 

gewährleistet. Mit einer Inzision der Kopfhaut, median entlang der Kopfoberfläche, 

wurde zunächst die Schädelkalotte freigelegt. Unter Verwendung einer 3%-igen 

Wasserstoffperoxid-Lösung erfolgte anschließend die Reinigung und Desinfektion des 

Schädels. Die Koordinaten zur Auffindung des linken Hippokampus wurden online dem 

anatomischen Handbuch für Stereotaxie an Ratten entnommen und konsekutiv nach 

Übertragung der Koordinaten auf das Rattenhirn (Koordinaten ausgehend von 

Bregma: Anterior-posterior (A-P) = -3,7 mm; Medio-Lateral (M-L) = 3,0 mm; Deep-

Vertical (D-V) = 3,5 mm) ein Loch durch Schädelkalotte und Dura mater gebohrt (siehe 

Abbildung 6, Tabelle 9) 85. Unter Ausrichtung der in der Apparaturenvorrichtung 

eingespannten Injektionsnadel (4970 Energy Way, Reno, Nevada, USA) erfolgte die 

Injektion von 0,5 µl fluoreszenzkonjugiertem Aβ 1-40 (HiLyte Fluor 555-konjugiert, 

AnaSpec, USA; 3 µl in 1% NH4OH) innerhalb von 2,5 Minuten in den linken hinteren 

Hippokampus. Anschließend erfolgte die sofortige Perfundierung der Tiere, Entnahme 

der Hirne und Versendung dieser nach Southampton zur Durchführung der Färbung 

(siehe Tabelle 8). Zur Sichtbarmachung einer Aβ-Akkumulation in den Wänden kleiner 

Arterien, Arteriolen und Kapillaren erfolgte die zusätzliche Anfärbung glatter 

Muskelzellen mittels -Smooth muscle actin (-SMA): 

Tabelle 8: Färbeablauf zur Detektion von von glatten Muskelzellen (-SMA) nach A-Injektion 

Durchführung Zeit in 
Minuten 

1. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4  Je 5 

2. Blockierung endogen aktiver Moleküle mittels 10% Esel-
Normalserum in PBSt 

60 

3. Inkubation mit der primären Antikörperlösung (PBSt + 5% 

Esel-Normalserum + Maus anti--SMA (1:250, Sigma-

Aldrich L9396, Doret, UK) bei 4°C 

Über 
Nacht 

4. 3x Waschung mit PBS 0,01M pH 7,4 Je 5 

5. Inkubation mit dem Sekundärantikörper (PBSt+ 5% Esel-
Normalserum + Ziege-gegen-Maus IgG AF488, 1:200, 
Invitrogen A11029, Paisley, UK) 

2h 

6. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 Je 5 
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7. Inkubation mit DAPI (1:10000; MoBiTec, Göttingen; GER)  20 

8. 3x Waschung mit PBS 0.01M, pH 7,4 Je 5 

9. Entwässerung mit 50%igem, 70%igem, 90%igem und 
100%igem Alkohol (Rotisol) 

Je 5  

10. Eintauchen in Xylol 5 

11. Eindeckelung mit Histomount  

 

 

 

Abbildung 6: Photographische Darstellung der stereotaktischen Prozedur und Ausschnitt aus dem 

digitalen anatomischen Atlas von Rattenhirnen 

A: Fixierung der Ratte an Nase und Schädelkalotte (temporal) in der Stereotaxie-Apparatur. B: Darstellung der 

freigelegten Schädelkalotte mit Injektionsnadel im Bereich des linken, dorsalen Hippokampus. C: Koronarschnitt 

eines Rattenhirnes; mit rot markiert ist der verwendete Zielort im linken, dorsalen Hippokampus.  

Entnommen aus Praxinos, George and Charles Watson, Elsevier, 2006(61). 
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Tabelle 9: Verwendete Koordinaten für die stereotaktische A-Injektion in den linken Hippokampus in 

SHRSP und Wistar-Ratten 

A-P: Anterior-Posterior, M-L: Medial-Lateral; DV: Dorsal-Ventral 

 

Gewicht in 

Gramm 

Koordinaten ausgehend vom Bregma 

A-P (in mm) M-L (in mm) D-V (in mm) 

SHRSP         

1 365 6,83 3,46 1,95 

2 415 5,9 3,05 1,33 

3 333 5,82 3,16 1,41 

Wistar         

W1 534 5,88 3,27 1,77 

W2 468 6,23 3,24 1,66 

W3 575 6,4 3,53 1,83 

 

2.9 Datenanalyse und Quantifizierung 

2.9.1 Histologische Untersuchung der Gefäßwanddicke (MOVAT-Färbung) 

 

Pro Tier wurden in vier Hirnschnitten mittels Lichtmikroskopie (Typ Leica DMR, Leica 

Microsystems GmbH, Wetzlar) mit einer Vergrößerung von 20x vier Sichtfelder auf das 

gesamte Gehirn verteilt, im Sinne einer explorativen Analyse, betrachtet. Es wurden 

pro Sichtfeld alle Gefäße in die Quantifizierung einbezogen, deren luminaler 

Durchmesser bestimmt, sowie die Wanddicke unter Abmessung des dünnsten und 

des dicksten Bereiches (zwei Messungen pro Gefäß) mit anschließender 

Mittelwertbildung errechnet. Entsprechend des Diameters wurden Gefäße als 

Arteriolen (20-60 µm) oder kleine Arterien (>60 µm) klassifiziert.  

 

2.9.2 Immunhistochemischer Nachweis von Kollagen IV bzw. Laminin 

 

Betrachtet wurden regionale (Parietalkortex, Thalamus, Basalganglien), 

interindividuelle (SHRSP vs. Wistar) und kaliberabhängige (Kapillaren vs. 



 

 27 

Arteriolen/kleine Arterien) Expressionsunterschiede der Basalmembranmarker 

Laminin und Kollagen IV. Entsprechend der Hirnregion (Kortex, Striatum, Thalamus) 

erfolgte die Quantifizierung der lichtmikroskopischen Aufnahmen (Leica) in 4 

Blickfeldern pro Region mit dem Bildanalyseprogramm Image J (NIH, Maryland, USA). 

Es wurde ein Grenzwert für Signalintensität und Durchmesser der Gefäße (</>15 µm) 

festgelegt. Gefärbte Areale oberhalb des Intensitäts-Schwellenwertes und je nach 

Erfassung von Kapillaren oder Arterien ober- oder unterhalb des Größen-Grenzwertes 

von </>15 µm wurden so als Zielstruktur maximal erfasst, bei gleichzeitiger 

Minimierung möglicher Hintergrundaktivität. Oberhalb des Schwellenwertes liegende 

Bereiche waren somit als positiv definiert und gaben Auskunft über den prozentualen 

Anteil der gefärbten Fläche an der Gesamtfläche (pro Blickfeld). Zudem wurde die 

Anzahl an Gefäßen pro Blickfeld erfasst. 

 

2.9.3 Histologische und Immunhistochemische Untersuchung von endogenem A 

 

Es erfolgte eine zweistufige Analyse von immunhistochemisch oder histologisch 

angefärbten Aβ-Ablagerungen innerhalb der Gefäßwände von Kapillaren und 

Arteriolen. Zunächst wurden alle angefärbten Hirnschnitte auf das Vorhandensein von 

gefäßwandständigen Aβ-Ablagerungen untersucht. Bei Vorhandensein erfolgte eine 

Erfassung aller Aβ-beladenen Gefäße in drei Blickfeldern pro Hirnschnitt. Die weitere 

Quantifizierung erfolgte nach regionalem Verteilungsmuster (Kortex, Striatum, 

Hippokampus, Thalamus). 

 

2.9.4 Verteilung von intrazerebral injiziertem A 

 

Es wurden Gefäße mit Nachweis von -SMA und Aβ in jeweils zwei Blickfeldern pro 

Hirnschnitt betrachtet. Pro Tier wurden vier Hirnschnitte einbezogen, sodass am Ende 

8 Blickfelder pro Tier in die Auswertung inkludiert wurden. Mittels Image J (NIH, 

Maryland, USA) erfolgte die Quantifizierung unter Verwendung eines Schwellenwertes 

für Signalintensität, Diameter der Gefäße (</>15 µm) und Trennung der Farbkanäle. 

Analysiert wurde der prozentuale Anteil an detektiertem Signal (indikativ für -SMA 
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und Aβ Ko-Färbung) in Relation zu isoliert -SMA-positiven Gefäßen im gesamten 

Blickfeld (siehe 2.9.2). Eine Ko-lokalisation von -SMA und Aβ entsprach einer Aβ-

Akkumulation in den Wänden kleiner Arterien, Arteriolen und Kapillaren.  

 

2.9.5 Analyse der zerebrovaskulären Basalmembran mittels Transmission-

Elektronenmikroskopie 

 

Hirngewebe auf drei ultradünnen Karbon-beschichteten TEM Grids (Netzträgern) pro 

Tier wurden zur Untersuchung der Kapillaren von Kortex, Striatum, Hippokampus und 

Thalamus einbezogen. Kapillaren wurden definiert als Gefäße mit einem Gefäßlumen 

von 4-15 µm, umgeben von einer Schicht Endothelzellen, sowie interendothelialen 

Tight junction Molekülen und umsäumt von einer gemeinsamen Basalmembran von 

Endothelzellen und Astrozyten. Für die weiterführende Analyse wurden fünf senkrecht 

erfasste Kapillaren mit einer Vergrößerung von x9.0000 erfasst. Nachfolgend wurde in 

einer Vergrößerung von x50.000 die durchschnittliche Dicke der Basalmembran (BM) 

mittels 20 Einzelmessungen im Bereich des dünnsten BM-Durchmessers und im 

gegenüberliegenden Abschnitt der BM quantifiziert (ITEM Software, Olympus, UK). 

Zusätzlich erfolgte die morphologische Inspizierung der kapillären Gefäßwände 

(Photoshop CS software, Adobe, UK) mit Beurteilung endothelialer Vakuolen, 

Ausbuchtung der Endothelzellen in das Gefäßlumen, strukturell veränderter Tight 

Junctions, sowie abnormer Morphe der Perizyten. 

 

2.10 Statistik  

 

Zur Auswertung der Wanddicke nach Anfärbung mittels MOVAT-Pentachrom wurde 

der Zweistichproben t-Test angewandt und die Mittelwerte der Gefäßwanddicken von 

SHRSP und Wistar-Ratten pro Altersgruppe miteinander verglichen. Das 

Signifikanzniveau wurde auf p ≤ 0,05 gesetzt. 

Für die Untersuchung relevanter Gruppenunterschiede zwischen Wistar-Ratten und 

SHRSP wurden generelle lineare Modelle angewandt. Als unabhängige Variable galt 

jeweils das Tiermodell. Als abhängige Variable flossen ein der prozentuale Anteil an 
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detektiertem Signal (ImageJ) indikativ für immunhistochemisch markiertes Kollagen 

und Laminin pro Blickfeld, die Dicke der Basalmembran und das Verhältnis von Aβ/-

SMA-doppelt-positiven Gefäßen zu allen -SMA-positiven Gefäßen. 

Histochemische und immunhistochemische Färbungen, sowie Daten der 

Elektronenmikroskopie wurden mittels parametrischer und nicht parametrischer 

Korrelationen zum Alter der Tiere in Beziehung gesetzt.  

Für die Gruppenvergleiche wurde das Signifikanzniveau entsprechend der Anzahl 

untersuchter Regionen korrigiert: 

• Immunhistochemisch detektiertes Kollagen IV/Laminin (jeweils drei Regionen 

untersucht) p ≤ 0,05/6 = 0,008; 

• Dicke der Basalmembran (vier Regionen untersucht) p ≤ 0,05/4 = 0,013; 

• Gefäßständiges Aβ nach stereotaktischer hippokampaler Aβ-Injektion p ≤ 0,05 

 

 

  



 

 30 

3. Ergebnisse  

3.1 Histologische Untersuchung der vaskulären Extrazellulärmatrix  

 

Die lichtmikroskopische Untersuchung der vaskulären Extrazellulärmatrix mittels 

MOVAT-Färbung ergab eine signifikante, altersabhängige, vornehmlich konzentrische 

Verdickung der Gefäßwände von Arteriolen und kleinen Arterien in SHRSP verglichen 

mit Kontrolltieren (siehe Abbildung 7, Abbildung 8). Entsprechend der Färbungen 

entsprachen Wandverdickungen der Arteriolen einer Zunahme an Kollagen und 

weiteren Matrixproteinen (v.a. Glycosaminoglycane). Mehrheitlich waren die Gefäße 

der SHRSP zudem von einem gelb-roten Randsaum umgeben, indikativ für Kollagen. 

Die Gefäße der Wistar Ratten wiesen altersunabhängig eine dünnere Gefäßwand auf.  

 

Abbildung 7: Quantifizierung der Basalmembrandicke von SHRSP und Kontrolltieren nach histologischer 

Färbung mittels MOVAT-Pentachrom 

In SHRSP zeigte sich eine altersabhängige signifikante Dickenzunahme der arteriolären Gefäßwände (p < 0,001).  

SHSRP: Spontan hypertensive stroke-prone Ratte. Fehlerbalken kennzeichnen die Standardabweichung. SHRSP 
n=23, Wistar n=23. 
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Abbildung 8: Histologische Darstellung arteriolärer Gefäßwände mittels MOVAT-Pentachrom Färbung 

A & B: Ausgeprägte Verdickung arteriolärer Gefäßwände als Indikator für eine Proliferation der Extrazellulärmatrix 

in SHRSP. C & D: Vergleichsweise dünne arterioläre Gefäßwände in Wistar Kontrolltieren. A & B: SHRSP 44 

Wochen, Thalamus; C: Wistar 44 Wochen Striatum; D: Wistar 44 Wochen Hippokampus. 

Maßbalken entsprechen 50µm. SHRSP: Spontan hypertensive stroke-prone Ratte. 

 

3.2 Expressionslevel von Laminin und Kollagen IV innerhalb der Gefäßwände  

 

Hierbei zeigte sich in SHRSP im Vergleich zu Wistar-Ratten ein signifikant höherer 

Kollagen IV-Anteil in Arteriolen und Arterien unabhängig von der untersuchten 

Hirnregion (siehe Abbildung 9). Am Deutlichsten kam dies im Striatum (p = 0,002) zur 

Darstellung, nachfolgend auch im Kortex (p = 0,003) und im Thalamus (p = 0,005) 

(sieheTabelle 10). Innerhalb kapillärer Gefäßwände war kein interindividueller 

Unterschied von Kollagen IV objektivierbar. Abbildung 10 zeigt die 

immunhistochemische Detektion von Kollagen IV in SHRSP und Wistar Ratten. 

Die Färbeintensität von Laminin war ohne signifikante interindividuelle und regionale 

Unterschiede.  
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Abbildung 9: Immunhistochemischer Nachweis von Collagen IV in SHRSP und Wistar-Kontrolltieren 

Die Histogramme veranschaulichen den prozentual erhobenen Anteil an Kollagen IV in SHRSP und Wistar-

Kontrolltieren mit regionalen Unterschieden innerhalb kleiner Gefäße (A), isoliert in kleinen Arterien und Arteriolen 

mit einem Durchmesser ≥ 15µm (B) und spezifisch in Kapillaren mit einem Durchmesser < 15µm (C). In Arteriolen 

und kleinen Arterien war der prozentuale Anteil an detektiertem Kollagen IV pro Sichtfeld signifikant höher in 

SHRSP verglichen mit Wistar-Kontrolltieren in Kortex, Striatum und Thalamus (B). Fehlerbalken entsprechen der 

Standardabweichung. SHRSP n=15, Wistar n=15. 

SHRSP - Spontan hypertensive stroke-prone Ratte. 
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Tabelle 10: Prozentualer Anteil an detektiertem Signal mittels Image J, indikativ für Kollagen IV in 

Gefäßwänden der SHRSP und Wistar Ratten innerhalb der spezifischen Regionen 

SHRSP: Spontan hypertensive stroke-prone Ratte. Das Signifikanzniveau wurde nach Korrektur des -Fehlers mit 

p  0,008 definiert; signifikante p-Werte sind farbig markiert. Werte entsprechen dem prozentualen Anteil an 

detektiertem Signal (Kollagen IV) im Verhältnis zum Gesamtblickfeld erfasst mittels Image J. In die Analyse wurden 

15 SHRSP und 15 Wistar Ratten im Alter von 18-32 Wochen inkludiert.   

 

  Wistar SHRSP  

Gefäße Region Durchschnitt 

[SD] 

Durchschnitt 

[SD] 

F-ratio  

(p-Wert) 

Kollagen IV  

In allen Gefäßen 

Cortex 2,90 [1,29] 4.40 [3,18] 6,59 (0,013) 

Striatum 2,09 [1,07] 3,39 [2,92] 6,17 (0,016) 

Thalamus 2,32 [1,73] 3,91 [3,48] 5,45 (0,023) 

Kollagen IV in 

Gefäßen >15 µm 

Cortex 3,40 [1,71] 6,67 [3,42] 10,95 (0,003) 

Striatum 2,44 [1,42] 5,46 [3,14] 11,51 (0,002) 

Thalamus 2,99 [2,28] 6,30 [3,58] 9,46 (0,005) 

Kollagen IV in 

Gefäßen <15 µm 

Cortex 2,43 [0,37] 2,40 [0,56] 0,21 (0,65) 

Striatum 2,44 [1,42] 1,58 [0,57] 1,52 (0,23) 

Thalamus 1,69 [0,5] 1,60 [0,75] 0,40 (0,53) 
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Abbildung 10: Bildmorphologische Darstellung Kollagen-IV-angefärbter Gefäße 

Immunhistochemische Detektion von Kollagen IV In SHRSP (A, C, E) und Wistar-Ratten (B, D, F) mit regionaler 

Differenzierung in Kortex (A & B), Striatum (C & D) und Thalamus (E & F). Es zeigte sich ein signifikant höherer 

prozentualer Anteil an detektiertem Kollagen IV in angefärbten Hirnschnitten männlicher SHRSP verglichen mit 

gleichaltrigen männlichen Wistar-Kontrolltieren.   

SHSRP: Spontan hypertensive stroke-prone Ratte, w: Wochen.  

 

3.3 Elektronenmikroskopische Untersuchung pathomorphologischer 

Veränderungen kapillärer Gefäßwände  

 

In Kooperation mit der Forschungsgruppe von Frau Prof. Carare, Institute of clinical 

Neuroscience, Southampton erfolgte eine altersabhängige, regionale und 

interindividuelle Beurteilung kapillärer Gefäßwände mit Betrachtung des Diameters, 

qualitativen Veränderungen und quantitativen Auffälligkeiten. Mit zunehmendem Alter 

zeichnete sich innerhalb der SHRSP eine Zunahme des Durchmessers kapillärer 

Basalmembranen ab (siehe Tabelle 11 und Abbildung 11); interindividuell erschien die 

Basalmembran hippokampal, striatal und thalamisch signifikant dicker in SHRSP 

verglichen mit gleichaltrigen Kontrolltieren. Ein solcher Trend zeichnete sich auch bei 
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Betrachtung kortikaler Kapillaren ab. Innerhalb der Wistar-Kontrolltiere ließen sich 

keine relevanten altersabhängigen oder regionalen Unterschiede feststellen.  

Tabelle 11: Mittels Elektronenmikroskopie erhobene Diameter kapillärer Basalmembranen in SHRSP und 

Wistar-Ratten 

Dicke der kapillären Basalmembran in Nanometer (nm) mit Angabe des Mittelwertes und der Standardabweichung 

(SD) in jeweils neun untersuchten Wistar Ratten und SHRSP. Ein signifikanter Gruppenunterschied zeigte sich in 

striatal, hippokampal und thalamisch gelegenen Kapillaren (signifikante p-Werte fett markiert). F-Ratio: Varianz der 

Werte innerhalb einer Region und Gruppe dividiert durch die Varianz der Werte innerhalb einer Region beider 

Gruppen. 

  Wistar, n=9 SHRSP, n=9  

Region Mittelwert [SD] Mittelwert [SD] F-Ratio  

(p-Wert) 

Dicke der 

Basalmembran 

in mm 

Kortex 52,19 [3,26]  68,14 [17,82]  6,98 (0,018) 

Striatum 51,76 [5,53]  67,22 [10,83]  19,43 (0,001) 

Hippokampus 52,93 [4,86]  66,06 [8,25]  22,7 (< 0,001) 

Thalamus 51,65 [4,39]  64,22 [10,68]  8,38 (0,004) 
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Abbildung 11: Dicke der Basalmembranen von Kapillaren in Abhängigkeit von Tiermodell, Alter und 

Hirnregion ermittelt mittels TEM 

SHRSP wiesen striatal, hippokampal und thalamisch im Vergleich zu Wistar-Ratten Kapillaren mit signifikant 

dickeren Basalmembranen auf (A). Weiterhin zeigten SHRSP bei elektronmikroskopischer Betrachtung (TEM) eine 

signifikante Dickenzunahme mit steigendem Alter (B). Eine relative altersabhängige Zunahme der Basalmembran 

war auch bei der Wistar-Ratte zu erkennen (C).  

Fehlerbalken markieren das 95% Konfidenzintervall, ** p ≤ 0,01. SHRSP und Wistar jeweils 18w - n=3, 24w - n=3, 

32w - n=3. SHRSP: Spontan hypertensive stroke-prone Ratte, w: Wochen. 



 

 37 

Elektronenmikroskopisch lagen bei beiden Rattenstämmen qualitative 

pathomorphologische Veränderungen der kapillären Gefäßwände vor (siehe 

Abbildung 12). In SHRSP war dies eine altersunabhängige Beobachtung (18-32 

Wochen). Wistar Ratten wiesen diese Veränderungen erst in einem fortgeschrittenen 

Alter (32 Wochen) auf. Innerhalb der Endothelzellen imponierte eine vermehrte Anzahl 

von Lysosomen und Lipofuscinablagerungen. Weiterhin wiesen Endothelzellen (v.a. 

striatal und hippokampal) und Perizyten (v.a. kortikal) eine veränderte Morphe mit 

vermehrten Einstülpungen (Kaveolen) auf. Hierdurch bedingt zeigte sich die 

interzelluläre Konnektivität zwischen den Endothelzellen mittels Tight Junctions 

beeinträchtigt.  

 

Abbildung 12: Mikroskopische Darstellung pathomorphologischer Gefäßwandveränderung kortikaler 

Kapillaren in SHRSP. 

Ultrastrukturelle Veränderung zerebraler Gefäßwände der SHRSP (24-32w): (A) Diskontinuierliche Ausbreitung der 

Astrozytenendfüße (Pfeil) entlang des Endothels mit intermittierenden endothelialen Auftreibungen;  (B) Lipofuscin-

Akkumulation (Pfeil) innerhalb von Perizyten; (C) Ablagerung fibrillärer Strukturen (Pfeil) innerhalb der 

Basalmembran; (D) Hypertrophie der kapillären Basalmembran (Pfeil); (E) überschießende Vakuolenbildung (Pfeil) 

in Perizyten und Endothelzellen; (F) Morphologie von Tight Junctions (Pfeil). 

SHRSP: Spontan hypertensive stroke-prone Ratte; w: Wochen. 
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3.4 Endogene A - Ablagerungen innerhalb kapillärer, arteriolärer und arterieller 

Gefäßwände  

 

In der Histologie waren kleine Arterien/Arteriolen und Kapillaren zu gleichen Anteilen 

von Aβ-Ablagerungen betroffen. Regional war eine Prädominanz der CAA innerhalb 

des Hippokampus ersichtlich (Hippokampus 90%, Kortex 50%, Thalamus 50%, 

Striatum 40%). Das Aβ erschien plaqueartig in dichten Verbänden, vorwiegend 

abluminal lokalisiert. Vereinbar mit den histologischen Befunden lieferten 

immunhistochemische Nachweismethoden von Aβ den bildgebenden Befund einer 

CAA in 90% der untersuchten SHRSP älter als 28 Wochen. In 95% der Aβ-

Ablagerungen konnten zusätzlich Eisenablagerungen nachgewiesen werden, indikativ 

für eine begleitende BHS-Störung (Kortex 95%, Striatum 97%, Hippokampus 97%, 

Thalamus 96%) (siehe Abbildung 13). Voruntersuchungen unserer Gruppe ergaben, 

dass Wistar Kontrollratten keine endogenen Amyloidablagerungen aufweisen, 

weshalb hier auf die Untersuchung der Aβ-Pathologie in den Kontrolltieren verzichtet 

wurde. 
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Abbildung 13: Histochemischer und immunhistochemischer Nachweis einer zerebralen 

Amyloidangiopathie in SHRSP 

Amyloidablagerungen (dunkelrot in Thioflavin T-Färbung; rot-orange in Kongorot-Färbung) innerhalb kapillärer (a1, 

b2, b3, c2) und arteriolärer/arterieller Gefäßwände (a2, b1, c1). Mit Pfeilen markiert (a1, b1-b3) sind 

gefäßwandständige Akkumulationen von Eisen-Ionen, indikativ für eine Blut-Hirn-Schrankenstörung, umsaumt von 

Amyloidablagerungen. Immunhistochemisch kam das endogene Amyloid-β (Aβ) vorwiegend abluminal lokalisiert 

zur Darstellung (C-D, Pfeile). 

STL: Solanum Tuberosum Lectin-fluorescein isothiocyanat (Endothelmarker); DAPI: 4‘,6-DiAmidino-2-

PhenylIndole (Zellkernmarker); A,a1, a2: Berliner Blau/Kongorot -Färbung; B, b1, b3: Berliner Blau/Thioflavin T-

Färbung; b2: Berliner Blau/Thioflavin S-Färbung; C, c1, c2: Immunhistochemie; A, a1, B, b1, b3: 18 Wochen; a2, 

b2, C, c1, c2, D, d1: 32 Wochen. 

 

3.5 Verteilungsverhalten von intrazerebral injiziertem A innerhalb kapillärer, 

arteriolärer und arterieller Gefäßwände  

 

Nach stereotaktischer Injektion von fluoreszenz-markiertem A erschien eine in 

Kapillaren, Arteriolen und Arterien wandständige A-Ablagerung in Form einer CAA 

ohne signifikante Unterschiede zwischen SHRSP und Wistar-Kontrollratten (alle Tiere 

betroffen)(siehe Abbildung 14). In SHRSP zeigte sich eine relativ höhere Gefäßanzahl 

-SMA angefärbter Gefäße mit wandständigem A, jedoch ohne statistische 

Signifikanz. 
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Abbildung 14: Gefäßwandständige Amyloid-Ablagerungen nach hippokampaler stereotaktischer A -

Injektion 

Fluoreszenzmarkiertes Aβ (rot) innerhalb -SMA-positiver Arteriolen und kleiner Arterien (grün) in SHRSP (A & B) 

und Wistar-Ratten (C & D). Obgleich einer fehlenden statistischen Signifikanz war eine Ko-lokalisation von A und 

-SMA (gelb) häufiger in SHRSP vorzufinden verglichen mit Wistar-Kontrolltieren. SHRSP wiesen nur vereinzelt 

Gefäße auf ohne Nachweis von Aβ (Pfeil in B), während in Wistar Ratten Aβ-beladene Gefäße nur vereinzelt zu 

sehen waren (Pfeil in D). Beispielhaft in D dargestellt sind Aβ-Ablagerungen im perivaskulären Raum. 

-SMA: -Smooth Muscle Actin, A: Amyloid beta, SHRSP: Spontan Hypertensive Stroke-Prone Ratte. 
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4. Diskussion  

 

In dieser Arbeit konnten qualitative und quantitative Unterschiede der Gefäßwände 

zwischen SHRSP und Wistar Ratten festgestellt werden: der Kollagengehalt 

subkortikal und kortikal gelegener arteriolärer und arterieller Gefäßwände erschien in 

SHRSP altersunabhängig signifikant erhöht und elektronenmikroskopisch ließen sich 

verdickte Basalmembranen in der SHRSP objektivieren. A konnte an Orten einer 

gestörten Blut-Hirn-Schranke in SHRSP nachgewiesen werden. Unterstützend ließ 

sich nach stereotaktischer Injektion eine vermehrte vaskuläre A-Aggregation in der 

SHRSP detektiert.  

Die Ergebnisse der vorgelegten Arbeit zeigen einen Zusammenhang zwischen 

Gefäßwandschädigung und Proteinopathie im Modell der SHRSP. Translational 

könnten die Ergebnisse auf einen kausalen Zusammenhang zwischen HA und CAA 

hindeuten. 

Eine vermehrte Kollagenexpression innerhalb arterieller Gefäßwände wurde bereits 

als Risikofaktor für einen insuffizienten perivaskulären Abtransport von A mit 

konsekutiver Entwicklung einer CAA diskutiert (39). Neben Kollagen IV konnten in 

früheren Studien bereits weitere Basalmembranbestandteile (Laminin, Nidogen und 

Perlecan) als Stellglieder vaskulärer Umbauprozesse identifiziert werden (20, 26). Ritz 

et al. konstatierten in Übereinkunft mit unseren Daten eine altersabhängige verdickte 

Tunica media innerhalb kleiner Arterien und Arteriolen in SHRSP und führten dies auf 

eine verminderte Aktivität von Kollagen IV Proteinasen (u.a. MMP-9) zurück (57).  

Die Beobachtung einer altersabhängigen Dickenzunahme endothelialer 

Basalmembranen und qualitativer Veränderungen einzelner Bestandteile in SHRSP 

war bereits aus früheren Studien bekannt (56). Hierbei handelt es sich vermutlich um 

einen kompensatorischen Ersatz degenerierter vaskulärer glatter Muskelzellen durch 

Zunahme der Extrazellulärmatrix (34, 35, 57, 62). Eine regionale Minderperfusion des 

Hirnparenchyms in Folge einer hypertensiven Arteriopathie wurde zuvor beschrieben 

(57, 63–65). Neben primär strukturellen Ursachen wurde ebenso eine reduzierte 

Ausschüttung vasodilatorisch wirkender Botenstoffe (z.B. NO, Prostazyklin) als Trigger 

für eine Hypoperfusion diskutiert (66, 67). Mit dem Umbau der vaskulären 

Extrazellulärmatrix gehen eine endotheliale Dysfunktion und BHS-Störung (Zunahme 
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der transendothelialen und interendothelialen Permeabilität) einher (68). Der 

Nachweis eines perivaskulären Umgebungsödems in SHRSP stützt diesen Befund 

(48, 57, 69, 70). Tagami et al. führten darüber hinaus eine Hypertonie-getriggerte 

Destruktion von Perizyten als primäre Pathologie an der BHS an (71, 72). Der 

Nachweis ko-lokalisierter Eisenablagerungen neben abluminal detektiertem A stützt 

darüber hinaus die Annahme dysfunktionaler Transportprozesse an Orten einer BHS-

Störung (34, 35). Aus dem exklusiven Vorhandsein gefäßwandständiger A-

Ablagerung innerhalb der Tunica media leitete sich die Bedeutung der 

Extrazellulärmatrix und das Konzept der perivaskulären A-Drainage für die 

Entwicklung einer CAA ab (28, 73–75).  

Entscheidender Risikofaktor für die strukturellen und funktionellen 

Gefäßwandveränderungen zerebraler Kleingefäße und indikativ für die 

Gruppenunterschiede zwischen SHRSP und Wistar-Kontrollratten ist die chronisch 

arterielle Hypertonie (66, 76, 77). Verdeutlicht wurde dies durch die strukturellen 

Gefäßwandveränderungen, dem Nachweis vermehrter subkortikaler Mikroinfarkte in 

früheren Studien und der assoziierten vaskulären A-Pathologie (78, 79). 

In Abgrenzung der strikt kortikal gelegenen CAA Pathologie im Menschen zeigten sich 

gefäßwandständige A-Ablagerungen in der SHRSP zudem vermehrt subkortikal. Als 

Erklärungsansatz kam eine modifizierte Gefäßarchitektur bei im Menschen gesondert 

vorhandenen perivaskulären Räumen entlang subkortikaler Gefäße in Betracht.  

Eine Gegenüberstellung der Wistar Kontrollratte und der SHRSP lieferte Einblicke in 

pathomorphologische Besonderheiten beider Modelle. Das zu Grunde liegende 

Risikoprofil, ohne künstliche Erschaffung hypertensiver Blutdruckwerte (z.B. Okklusion 

der A. cerebri media) in SHRSP, lieferte die Voraussetzung für eine kontinuierliche 

Betrachtung Alters- und Hypertonie-assoziierter Gefäßpathologien in beiden 

Rattenmodellen. Die Anwendung elektronenmikroskopischer Betrachtungen lieferte 

neben quantitativen und qualitativen Aussagen zu der Basalmembranen tiefer 

liegende Erkenntnisse über die Integrität der Tight Junction Moleküle und Perizyten. 

Dysfunktionen einer beeinträchtigten BHS ließen sich hierdurch direkt ableiten. Die 

zusätzliche Applikation von A in SHRSP und Wistar Kontrollratten ließ bei Letzteren 

einen Rückschluss über Transportprozesse trotz fehlendem Vorhandensein von 

endogenem A zu.  
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Unter Berücksichtigung der chronisch arteriellen Hypertonie als Risikofaktor für die 

Entwicklung einer HA und konsekutiv CAA kommt der Primär- und 

Sekundärprophylaxe der arteriellen Hypertonie besondere Bedeutung zu. Neben dem 

Einsatz antihypertensiver Medikamente bereits bei jungen pre-hypertensiven SHRSP 

(Primärprophylaxe), wäre zudem ein späterer Einsatz der Medikation mit 

Untersuchung der Reversibilität (Sekundärprophylaxe) pathomorphologischer 

Stigmata interessant. Als Langzeit-Outcome sollten kognitive Testungen angewandt 

werden.  

Suboptimal war die nicht einheitliche Verwendung gleicher Altersgruppen bei den 

jeweiligen Experimenten. Eine unzureichende Betrachtung regionaler Unterschiede 

ließ nur eine eingeschränkte Beurteilung diesbezüglich zu. Suboptimal war ebenfalls 

eine zu Beginn nicht einheitlich vorgenommene Definierung des Cut-off Wertes 

zerebraler Arteriolen und Kapillaren. Statistisch signifikante Ergebnisse wären in der 

Stereotaxie möglicherweise durch eine Vergrößerung der Stichprobe erreicht worden. 

Schließlich ist zur Beantwortung der Frage der therapeutischen Konsequenz der 

Einsatz antihypertensiver Medikamente ausstehend. 

Qualitative und quantitative Unterschiede innerhalb der Basalmembran, eine 

beeinträchtigte Integrität der BHS, sowie eine relevante endogene gefäßwandständige 

Amyloid-Last charakterisieren die SHRSP als ein valides Model zur Identifizierung zu 

Grunde liegender Pathomechanismen zerebraler Mikroangiopathien. Konsekutiv 

beeinträchtigte Transportfunktionen transmural und perivaskulär kommen ursächlich 

für den histologischen und immunhistochemischen Nachweis endogener 

gefäßwandständiger Amyloidablagerungen in Betracht. Der Nachweis kortikal-

dominierender, generalisierter gefäßwandständiger Ablagerungen von endogenem A 

in SHRSP, nicht aber in Wistar-Kontrollratten, stützt die These einer Hypertonie-

assoziierten altersabhängigen Gefäßpathologie mit morphologischer und funktioneller 

Beeinträchtigung als Grundlage für die Entwicklung einer CAA. Eine Verdickung 

zerebrovaskulärer Basalmembranen in vulnerablen Regionen (v.a. Kortex) als Trigger 

für die Entwicklung einer CAA wurde wiederholt beschrieben (20, 30, 80). Auf lange 

Sicht sind eine Brüchigkeit und Ausdünnung der Gefäßwände die Folge, wodurch die  

Gefäßkontraktilität als Impulsgeber für eine perivaskuläre A-Drainage erlischt und die 

Entwicklung einer CAA weiterführend begünstigt wird (26, 81, 82). 
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5. Zusammenfassung 

 

Die zerebrale Mikroangiopathie beruht überwiegend auf einer Mischpathologie, die in 

fortgeschrittenen Stadien hinsichtlich der zu Grunde liegenden Pathomorphologie und 

assoziierter Risikofaktoren nur schwer zu differenzieren ist. Ziel der Arbeit war die 

Betrachtung der Frühstadien einer zerebralen Mikroangiopathie mit dem Fokus auf der 

Entstehung einer hypertensiven Arteriopathie (HA) und Proteinopathie in Abhängigkeit 

der Risikofaktoren Alter und Hypertonie.  

Es wurde zu Beginn die Frage adressiert, in welchem Ausmaß quantitative 

Wandveränderungen Hypertonie-assoziiert in SHRSP vorzufinden sind im Vergleich 

zu Wistar Kontrollratten. Mittels MOVAT-Pentachrom Färbung ließ sich eine 

Hypertonie-assoziierte und altersabhängig signifikant verdickte, arterioläre 

Gefäßwand in SHRSP nachweisen. Immunhistochemisch zeigte sich erklärend hierfür 

eine signifikante Zunahme an Kollagen IV innerhalb arteriolärer Gefäßwände in Kortex, 

Striatum und Thalamus. Weiterhin wurde der Frage nachgegangen, ob 

pathomorphologische Auffälligkeiten in Kapillaren, Arteriolen und kleinen Arterien 

gleichermaßen vorzufinden sind. Es konnte auf dem Niveau der Kapillaren eine 

signifikant verdickte kapilläre Basalmembran (BM) striatal, thalamisch und 

hippokampal in SHRSP mittels Elektronenmikroskopie nachgewiesen werden. Unter 

Berücksichtigung von steigendem Alter als Komorbidität zeigte sich zudem eine 

signifikante altersabhängige BM-Dickenzunahme in SHRSP im Vergleich zu Wistar 

Kontrollratten. Weiterhin waren qualitative Veränderungen der kapillären BM 

altersabhängig in SHRSP und altersunabhängig auch in Wistar Ratten ersichtlich. So 

erschienen morphologisch veränderte Endothelzellen und Perizyten, sowie eine 

Desintegrität der interendothelialen Tight Junction Moleküle, die eine beeinträchtigte 

Blut-Hirn-Schranke (BHS) suggerierten. Nach genauerer Betrachtung 

morphologischer Veränderungen im Rahmen einer HA widmeten sich nachfolgende 

Untersuchungen der Entstehung einer Proteinopathie. Zunächst fiel bei Untersuchung 

einer endogenen perivaskulären A-Ablagerung auf, dass diese immunhistochemisch 

in SHRSP nachweisbar war. Eine postulierte altersabhängige Koinzidenz von A-

Akkumulation an Orten einer gestörten BHS konnte innerhalb der SHRSP gezeigt 

werden. Als der zu Grunde liegende Pathomechanismus ließ sich nach 

stereotaktischer Injektion von A eine Protein-Drainagestörung in SHRSP 
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objektivieren mit vermehrter perivaskulärer A-Akkumulation innerhalb kleiner Arterien 

und Arteriolen. Die Ausbildung einer zerebralen Amyloidangiopathie (engl. Cerebral 

amyloid angiopathy, CAA) wurde hierdurch begünstigt.  

Zusammenfassend wurde die A-Drainagestörung als Folge einer HA gewertet, 

sodass ein Zusammenhang zwischen HA und einer gestörten Proteindrainage entlang 

der geschädigten Gefäßwand angenommen werden muss. 

Davon abgeleitet ist eine relevante Bedeutung der Primär- und Sekundärprophylaxe 

der arteriellen Hypertonie zur Vermeidung einer HA mit konsekutiver Ausbildung einer 

CAA anzunehmen. 
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