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1. Einleitung und Aufgabenstellung 

Neben der germinativen Funktion erfüllt der Hoden auch endokrine Aufgaben. 

So werden von ihm die für den männlichen Organismus notwendigen Sexualsteroide 

produziert. Im Vordergrund steht dabei die Synthese von Testosteron in den 

Leydigzellen (Colenbrander et al., 1978), wobei dieses Steroidhormon nicht nur rein 

endokrin sondern auch parakrin auf die Sertolizellen wirkt und über diese indirekt in 

die germinative Funktion der Spermienbildung eingreift (Vornberger et al., 1994; 

Goyal et al., 1997; Kotula et al., 2000). 

Neben der Synthese des Testosterons wurde schon in den Dreißiger Jahren 

über eine mögliche testikuläre Östrogenproduktion diskutiert (Hauer, 1933; Küst, 

1934). Für den Eber beschreiben diese Claus und Hoffmann (1980) als die Produktion 

von freiem und konjugiertem Estron. 

In weiterführenden, die testikuläre Sexualhormonproduktion beim Eber 

charakterisierenden Untersuchungen, konnten Rostalski et al. (2000) erstmals zeigen, 

dass auch Progesteron als Sekretionsprodukt in Erscheinung tritt. Damit ergab sich die 

Frage, ob Progesteron lediglich als Zwischenprodukt der Testosteron- und 

Estronsynthese fungiert, oder ob ihm – analog zu Testosteron – auch eine Bedeutung 

bei der Regulation der Hodenfunktion zukommt. Eine entsprechende Frage stellte sich 

auch hinsichtlich der testikulären Estrogenproduktion, deren Bedeutung für die 

Rückresorption der tubulären Flüssigkeit im Nebenhodenkopf zwar klar gezeigt 

werden konnte, für die Hodenfunktion selbst jedoch noch weitgehend unklar ist. 

Insbesondere nachdem in zahlreichen Berichten eine negative Wirkung der 

östrogenwirksamen „Endocrine Disruptions“ auf die Spermatogenese postuliert wird, 

erscheint die Situation beim Eber dahingehend interessant, ob eine hohe tägliche 

Spermienproduktion mit einer hohen testikulären Östrogensekretion verbunden 

werden kann. 

Ziel vorliegender Arbeit war es daher, durch Nachweis der Expression des 

Progesteronrezeptors und des Östrogenrezeptors-α im Eberhoden diesen als ein 

mögliches Zielorgan der testikulären Progesteron- und Estronproduktion darzustellen, 

wobei die Charakterisierung in Abhängigkeit vom Alter durchgeführt wurde. Der 

Nachweis sollte zunächst für beide Rezeptoren auf mRNA-Ebene mittels RT-PCR 

erfolgen. Im Hinblick auf die Zuordnung der den Rezeptor exprimierenden Zellen 
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fokussierte vorliegende Arbeit auf den Progesteronrezeptor, der Nachweis der 

Rezeptorlokalisation erfolgte mittels Immunhistochemie. 
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2. Literaturübersicht 

2.1. Anatomie und Histologie des Eberhodens 

2.1.1 Lage und Aufbau des Hodens 

Beim männlichen Säugetier dienen die paarig angelegten Hoden der 

Samenzellbildung und der Steroidbiosynthese. Sie liegen beim Eber, umgeben von den 

Hodenhüllen und dem Skrotum, an der Kaudalfläche der Hinterschenkel. 

Das Skrotum besteht aus der äußeren Haut, der zur Haut gehörenden muskulös-

elastischen Tunica dartos und der zweischichtigen Fascia spermatica externa, die der 

oberflächlichen und tiefen Rumpffaszie entstammt. Von der Tunica dartos wird das 

Septum Scroti gebildet, das Skrotum und beide Hoden trennt; an der äußeren Haut 

stellt sich das Septum Scroti als Raphe scroti dar. 

Der Fascia spermatica externa liegt der Musculus cremaster als Abgang des 

schiefen inneren Bauchmuskels und des queren Bauchmuskels an und zieht beim Eber 

als flaches Band an die laterale Seite des Prozessus vaginalis, dabei wird der Musculus 

cremaster von der Fascia cremasterica bedeckt. Die beiden inneren Schichten des 

Skrotums bilden die Fascia spermatica interna und die Lamina parietalis des Processus 

vaginalis. Diese überzieht als Lamina visceralis auch die Hoden. 

Ein Hoden kann bei ausgewachsenen Ebern ein Gewicht bis zu 400g erreichen. 

Der seröse Überzug (Lamina visceralis) ist fest mit dessen Organkapsel, der Tunica 

albuginea testis, verbunden. Die Tunica albuginea ist die starke fibröse, 

kollagenfaserreiche Haut, die das Hodenparenchym umgibt und unter Druck hält. In 

sie sind meanderförmig Gefäßäste der Arteria testicularis und Anastomosen der Vena 

testicularis eingelagert. Von der Tunica albuginea strahlen starke bindegewebige 

Septula testis in das Hodenparenchym ein, wo sie zentral einen axial durch das Organ 

verlaufenden Bindegewebskörper, das Mediastinum testis bilden, in dem die 

Kanälchen des Rete testis, sowie große Blut- und Lymphgefäße liegen. Dieser 

Bindegewebskörper ist bei vielen Haussäugetieren, so zum Beispiel dem Eber, dem 

Rüden und den männlichen Wiederkäuern vorhanden; Ausnahmen sind der Hengst, 

der Kater und Nagetiere, bei denen er nur in der Extremitas capitata gebildet wird. 

In den das Hodenparenchym in Lobuli testis aufteilenden Septula testis 

verlaufen Blutgefäße und Nerven; die Hodenläppchen bestehen aus in Gruppen 

liegenden, stark gewundenen Samenkanälchen, den Tubuli seminiferi contorti. Ihre 

gerade verlaufenden Endabschnitte werden als Tubuli recti bezeichnet, wobei 
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zwischen den septalen und mediastinalen Tubuli recti unterschieden wird. Die septalen 

Tubuli recti verlaufen konvergierend und verbinden dabei die Tubuli seminiferi 

contorti mehrer Hodenläppchen miteinander, die mediastinalen Tubuli recti ziehen 

radiär zum Mediastinum und münden dort in das Rete testis. Das Hodennetz hat 

wiederum Anschluß über die Ductuli efferentes testis zum Kopf des Nebenhodens. 

In den intertubulären Räumen der Lobuli testis befinden sich lockeres 

Bindegewebe sowie Blut- und Lymphgefäße, Fibrozyten, mononukleäre Zellen und 

interstitiäre Leydigzellen. 

Die Blutversorgung des Hodens geschieht über die Arteria testicularis, die aus 

dem Rankenkonvolut des Samenstrangs kommend an der Extremitas capitata auf den 

Hoden trifft und als Marginalarterie vom Nebenhoden bedeckt, bis zur Extremitas 

caudata des Hodens verläuft. Dort teilt sich die Arterie in einen lateralen und medialen 

Ast, von denen je eine Hodenhälfte versorgt wird. Diesen oberflächlichen Arterien 

entspringen zentripetal verlaufende Arterien, die an den Septula testis in das 

Hodeninnere ziehen, wo sie sich im Mediastinum testis aufknäulen und wieder als 

Zentrifugalarterien zur Tunica albuginea zurücklaufen. Diesen Gefäßen entspringen 

Arteriolen und Kapillaren. Der größte Teil des venösen Blutes wird über radiäre und 

intertubuläre Parenchymvenen zur Hodenkapsel geleitet, von wo es in die Äste der 

Vena testicularis und den Plexus pampiniformis abfließt. Zusätzlich fließt noch ein 

geringer Anteil des Blutes durch Venen ab, die mit den Ductuli efferentes den Hoden 

an der Extremitas capitata verlassen. 

Der Hoden ist über mehrere Bänder im Hodensack fixiert. So ist der Hoden mit 

dem Nebenhoden über das Ligamentum testis proprium von der Extremitas capitata 

testis zum Schwanz des Nebenhodens verbunden. Das Ligamentum caudae 

epididymidis wiederum befestigt den Nebenhodenschwanz am Fundus des Processus 

vaginalis. Beide Bänder sind Bandanteile des Gubernaculum testis, das als Leitband 

des Hodens während des Descensus testis dient. Desweiteren wird der Hoden durch 

eine doppellagige Serosalamelle gehalten; sie verbindet die Lamina parietalis der 

Tunica vaginalis mit der den Hoden umhüllenden Lamina visceralis. Von dieser als 

Mesorchium bezeichneten Serosa, die insbesondere bei jungen Ebern sehr lang ist, 

spaltet sich eine weitere Lamelle ab, die als Mesepididymidis an den Nebenhoden 

zieht, sie teilt dabei das Mesorchium in einen proximalen und distalen Anteil. 

Mesorchium und Mesepididymidis bilden gemeinsam auf der lateralen Hodenseite 
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eine Tasche die Bursa testicularis (Übersicht siehe bei Schummer und Vollmerhaus, 

1987; Wrobel, 1998). 

 

2.1.2 Kurze Übersicht der Histologie des Hodens 

2.1.2.1 Leydigzellen 

Die auch als Endocrinocytus interstitialis bezeichneten Zellen des 

Hodeninterstitiums tragen den nach ihrem Entdecker Leydig (1821-1908) genannten 

und allgemein gebräuchlicheren Namen „Leydigzellen“. Es sind azidophile, 

polygonale interstitielle Zellen von zum Teil variierender Größe mit einem oder 

mehreren runden, euchromatischen und azentral liegenden Kernen und deutlichem 

Nukleolus. Leydigzellen sind sowohl einzeln als auch in Gruppen im Gewebe 

vorhanden, dabei haben sie meist Kontakt zu Blutgefäßen, können aber auch an der 

Wand der Tubuli seminiferi als elongierte spindelförmige Zellen liegen. Desweiteren 

sind diese Zellen endokrin aktiv (Schulze, 1984; Liebich, 1993). 

Die fetale und frühe postnatale Entwicklung der Leydigzellen wurde 1959 von 

Roosen-Runge et al. beispielhaft am Hoden der Ratte untersucht. So wird beschrieben, 

dass sich am 15. Tag des fetalen Lebens dicht gepackte runde oder polygonale Zellen 

zwischen den frühen Tubuli seminiferi bilden, wobei die Kerngestalt noch variiert. Bis 

zum 17. Tag haben sich zwei Typen von interstitiellen Zellen gebildet, die runden oder 

polygonalen Frühformen der Leydigzellen, die in unregelmäßigen Gruppen liegen und 

den Interstitialraum ausfüllen, sowie die spindelförmigen Fibroblasten, die diese 

umgeben und abtrennen. In der weiteren fetalen Ausdifferenzierung erhalten die 

Leydigzellfrühformen eine einheitliche Form und Größe. Im Gegensatz zu den 

Fibroblasten steigt ihre Zahl bis zur Geburt schnell an. 

Nach der Geburt treten starke Veränderungen auf, so dass sich die 

Morphologie der Leydigzellen ändert, und sie ihr einheitliches Aussehen verlieren. 

Während der ersten postnatalen Tage gruppieren sich Fibroblasten um die 

Leydigzellgruppen und kapseln diese ab. In der zweiten postnatalen Woche beginnt 

eine neue Entwicklungsphase in der die Fibroblastenkapsel weniger in Erscheinung 

tritt und die Leydigzellen beginnen sich an den Gefäßen entlang zu verteilen (Roosen-

Runge und Anderson, 1959). 

Während Chamindrani Mendis-Handagana und Siril Ariyaratne (2000) die 

postnatale Entwicklung der Leydigzellen aufgrund ihrer Untersuchungen bei Ratten in 

fünf Entwicklungsphasen einteilen, charakterisieren Dierichs et al. (1973) die 
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postnatale Ontogenese der Leydigzellen beim Schwein mit einem wellenförmigen 

Verlauf von vier Entwicklungsphasen. So beschreibt er eine früh-postnatale 

Proliferationsphase, in der sich die beim Schwein noch spindelförmigen Zellen in 

polygonale Leydigzellen umwandeln; danach folgt die präpubertäre Hypertrophie, in 

der die Leydigzellen ihren größten Durchmesser erreichen. Die anschließende 

präpubertäre Regression wird durch Zelldegeneration und Größenabnahme der Zellen 

bestimmt, danach nimmt der Durchmesser in der pubertären Proliferation wieder zu. 

Beim postnatalen Rinderhoden kann Sinowatz et al. (1983) einen ähnlichen 

vierphasigen Entwicklungsverlauf beschreiben. 

Bereits ab dem vierten Tag post partum erkennen Dierichs und Wrobel (1973) 

im Schweinehoden einen spindelförmigen nicht zur Basalmembran der Tubuli 

seminiferi gehörenden Zelltyp mit ovalem Kern, der sich von einem in Nestern 

liegenden polygonalen Zelltyp unterscheidet. Die folgende morphologische 

Veränderung stellt die Differenzierung zur neu geformten adulten Leydigzelle da. 

Dabei ändert sich die Form von der spindelförmigen Stammzelle zu einer 

polymorphen Leydigzelle; dies vollzieht sich beim Schwein zwischen dem zehnten 

und vierzehnten Lebenstag während der oben beschriebenen „früh-postnatalen 

Proliferationsphase“ (Dierichs et al. 1973; Dierichs und Wrobel, 1973); hieran 

anschließend erreichen am 25. Tag die porcinen Leydigzellen ihren größten 

Durchmesser, beim Rind wurde dieser Vorgang in der 8. bis 20. Lebenswoche als 

Proliferationsphase beschrieben (Sinowatz et al., 1983). 

Die neugebildeten und noch unreifen „adulten Leydigzellen“ sind kleiner als 

die späteren, reifen „adulten Leydigzellen“, von denen sie sich aufgrund ihrer 

geringeren Größe, dem spärlichen Zytoplasmagehalt und einem großen, prominenten 

Nukleolus unterscheiden; weiterhin haben sie wenige oder gar keine Lipidtropfen 

eingelagert. Gleichzeitig verlagern sich die neu geformten „adulten Leydigzellen“ in 

das Zentrum des Interstitiums. In der folgenden beim Schwein als „präpubertäre 

Regression“ und beim Rind als „Präpubertätsphase“ bezeichneten Entwicklung 

(Dierichs et al., 1973; Sinowatz et al., 1983) ändert sich an der Zellmorphologie 

wenig, die Zellgröße nimmt jedoch ab. Der letzte Schritt der Entwicklung findet in der 

„Pubertätsphase“ statt und ist die Transformation der unreifen „adulten“ zu den reifen 

„adulten Leydigzellen“, was durch einen erneuten Anstieg der Zellgröße und einem 

Verschwinden der Lipidtropfen gekennzeichnet ist; gleichzeitig steigt auch die 
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Fähigkeit zur Testosteronbildung aufgrund der in größerer Zahl vorhandenen 

Zellorganellen und der erhöhten Empfindlichkeit auf zirkulierendes LH deutlich an. 

Eine etwas andere Einteilung der Leydigzellentwicklung beim Schwein wird 

von Van Straaten und Wensing (1978) beschrieben; so teilten diese die fetale und 

postnatale Entwicklung in insgesamt nur drei Phasen auf: Eine vorübergehende fetale 

Entwicklungsphase, eine vorübergehende postnatale Entwicklungsphase und eine 

entgültige Entwicklungsphase nach der Pubertät. 

Untersuchungen beim Schwein von Dorst und Sajonski (1974) und Van 

Straaten und Wensing (1977/1978) zeigten übereinstimmend, dass während der 

Leydigzellentwicklung die absolute Zahl und das Volumen der Leydigzellen 

fortschreitend ansteigt, im Verhältnis zu anderen Hodenkomponenten nach der vierten 

Lebenswoche jedoch ein Abfall eintritt. 

 

2.1.2.2 Sertolizellen 

Die als Epitheliocytus sustentans bezeichneten Stützzellen des Keimepithels 

wurden 1865 von Sertoli entdeckt und beschrieben. Als Trivialname tragen diese 

Zellen den Namen ihres Entdeckers und werden „Sertolizellen“ genannt. 

Hierbei handelt es sich um große, hochprismatische, breitflächig auf der 

Basalmembran der Tubuli seminiferi fussende Zellen, die pyramidenförmig in das 

Tubuluslumen hineinragen. Sie liegen zwischen den sich differenzierenden Zellen des 

Keimepithels; dabei bilden sie seitliche Zytoplasmafortsätze, die die Spermatozyten 

und Spermatiden umschließen. Durch die intensive Vernetzung des Zytoplasmas mit 

den Keimzellen wird das Keimepithel gestützt und ernährt. Durch enge Zellkontakte 

zwischen den Sertolizellen wird die eigentliche Blut-Hoden-Schranke gebildet, die das 

Tubulusepithel in ein die Spermatogonien umfassendes basales Kompartiment und ein 

luminales Kompartiment, bestehend aus Spermatozyten und Spermatiden, aufteilt. 

Dabei schützt die Bluthodenschranke die Spermatozyten und Spermatiden vor 

Autoimmunreaktionen und exogenen Schadstoffen; sie ist auch mitverantwortlich, 

dass die von den Sertolizellen intratubulär sezernierten Flüssigkeit, in der die 

Spermatozyten und Spermatiden ein optimales Entwicklungsmilieu vorfinden, in den 

Tubuli verbleibt. Luminal werden vom Zytoplasma Taschen gebildet in denen Bündel 

reifer Spermatiden stecken. Außerdem nimmt das Zytoplasma mit seinen Fortsätzen 

aktiv an dem Transport und der Abgabe der Spermatiden teil (Schulze, 1984; Liebich, 

1993). Im Zytoplasma treten Mitochodrien und gut entwickelte Golgi-Apparate sowie 
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rauhes und glattes endoplasmatisches Retikulum auf. Besonders beim Schwein und 

Wiederkäuern ist das rauhe endoplasmatische Retikulum stark ausgeprägt, das glatte 

endoplasmatische Retikulum liegt bei den meisten Haustieren in Stapeln oder Wirbeln 

vor (Hadziselimovic´und Seguchi, 1974; Liebich, 1993). Weitere Funktionen der 

Sertolizellen sind die Phagozytose von degenerierten Keimzellen und von 

Zytoplasmaresten, die Synthese des Anti-Müller-Hormons während der Fetalperiode 

(Van Vorstenbosch et al., 1984) und die Synthese von androgenbindendem Protein, 

Inhibin und dem transferrinlike-Protein (Liebich, 1993). 

Der stark gelappte, ovale Zellkern besitzt prominente Nukleoli und liegt in der 

Mitte des Zytoplasmas, dabei befindet er sich meist in der zweiten Lage des 

Keimepithels über den Spermatogonien (Schulze, 1984; Liebich, 1993). 

Während der Embryonalphase werden die soliden und lumenlosen 

Geschlechtsgänge durch die Gonozyten und die sie umgebenden 

Sertolizellvorläuferzellen gebildet (Livera et al., 2000; Magre und Jost, 1980), die den 

dominierenden Zelltyp darstellen. Die Differenzierung der Sertolizellvorläuferzellen 

beginnt bei der Ratte um den 13. Tag post conceptionem (Livera et al., 2000; 

Pelliniemi et al., 1993) und beim Schwein um den 35 Tag. Die Zellen sind in dieser 

Phase von konischer Form und sitzen bereits der Basalmembran auf; der Zellkern ist 

unregelmäßig geformt und besitzt ein bis zwei Nucleoli (Van Vorstenbosch et al., 

1984). Durch mitotische Teilung steigt die Zahl der Sertolizellvorläuferzellen bis zum 

52. Tag post conceptionem beim Schwein stark an. Die Vermehrung schwächt sich 

dann bis zur Geburt ab, wobei zu diesem Zeitpunkt sogar ein leichter Rückgang der 

Zellzahl festzustellen war (Van Vorstenbosch et al., 1984). 

Am Beginn der postnatalen Hodenentwicklung wird bei verschiedenen Spezies 

(Mensch, Maus, Ratte, Hamster, Rind) die kubische oder säulenförmige 

Sertolizellvorläuferzelle mit einem längsovalen Zellkern übereinstimmend als der 

Hauptzelltyp der Tubuli seminiferi beschrieben. Diese Zellen stehen senkrecht zur 

Basalmembran, die Nucleoli liegen in den Randbereichen des Zellkerns (Nistal et al., 

1983; Flickinger, 1967; Solari und Fritz, 1978; Miething, 1989; Sinowatz und 

Amselgruber, 1986). 

Das Zytoplasma juveniler Sertolizellen besitzt Mitochondrien vom Crista-Typ, 

Golgi-Apparate, Ribosomen, Lysosomen, Mikrotubuli sowie glattes und rauhes 

endoplasmatisches Retikulum (Sinowatz und Amselgruber, 1986). 
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Die postnatalen und noch unreifen Sertolivorläuferzellen vermehren sich durch 

mitotische Teilungen. Tierartlich unterschiedlich beginnt diese Phase bei der Maus 

und beim Goldhamster in der ersten Lebenswoche (Flickinger, 1967; Miething, 1989), 

beim Schwein wird der erste Lebensmonat als Beginn der Sertolizellentwicklung mit 

einer Versechsfachung der Sertolizellzahl beschrieben (Franca et al. 2000), 

wohingegen Sinowatz und Amselgruber (1986) erst nach acht Wochen eine 

diesbezügliche Veränderung beim Rind beschreibt. Während der fortschreitenden 

Vermehrung reifen die Zellen aus und werden zu reifen „adulten Sertolizellen“. So 

wurde bei der Maus beschrieben, dass ab der zweiten Woche die Sertolizellen 

Zytoplasmafortsätze ausbilden, mit denen sie untereinander und auch mit denen sie 

umgebenden spermatogenetischen Zellen Kontakt aufnehmen; die 

Sertolizellentwicklung ist nach vier bis sechs Wochen beendet (Flickinger, 1967). 

Beim Schwein wird die Entwicklung und Ausreifung der Sertolizellen in zwei 

Perioden eingeteilt: Eine frühe Periode von der Geburt bis Ende des ersten Monats, in 

dem sowohl die Zellzahl als auch die Zellgröße zunimmt, gefolgt von einer 

Ruhephase, in der sich bis zum dritten Monat die Zellform verändert und der 

Zelldurchmesser ansteigt. Die zweite Entwicklungsperiode findet zwischen dem 

dritten und vierten Monat statt, in der eine Steigerung der Sertolizellzahl um 80 

Prozent beobachtet wurde; danach bleibt die Sertolizellzahl im Hoden konstant 

(Franca, et al. 2000). 

Während der Sertolizellentwicklung des Menschen wurden von 

Hadziselimovic und Seguchi (1974) drei Sertolizellformen beschrieben. Die Sa-Zelle 

als eine juvenile Sertolizellvorläuferzelle, aus der sich die Sb-Zelle und während der 

Pubertät die Sc-Zelle entwickelt. 

Andere Untersuchungen unterscheiden die Sertolizellen in Zellen mit einem 

hellen und einem dunklen Zytoplasma (Miething, 1989). 

 

2.1.2.3 Lamina propria 

Die Basalmembran ist die innerste Schicht der Lamina propria, die als 

Hüllschicht die Tubuli seminiferi umschließt. Diese ist durch kollagene und elastische 

Fasern mit den Peritubulären Zellen verbunden, die eine Schicht aus mehreren 

Zellagen bilden. Tierartlich unterschiedlich entwickelt sich aus den Mesenchymzellen 

der spätere kontraktile Zelltyp. So entwickeln sich beim Eber glatte Muskelzellen und 

in anderen Spezies Myoidzellen. Die Peritubularzellen beteiligen sich mit ihrer 



Literaturübersicht 

 13

Kontraktilität an der Spermiation und dem Transport der Spermien durch den Tubulus, 

weiterhin bilden sie auch einen Teil der Blut-Hoden-Schranke, indem sie die Passage 

von Proteinen in die nichtzellulären Anteile der Lamina propria begrenzen. Die 

äußerste Schicht der Lamina propria besteht aus Fibrozyten und Kollagenfasern 

(Wrobel, 1998). Untersuchungen beim Schwein (Dierichs und Wrobel, 1973) haben 

gezeigt, dass die als einheitliche Schicht ausgebildete Basalmembran von mehreren 

konzentrisch angeordneten Lagen spindelförmiger Zellen umgeben wird. Die 

peripheren Zellen dieser Schicht sind Vorläufer der Leydigzellen, sie besitzen einen 

kugeligen bis ovalen Kern (s. Kap. 2.1.2.1). 

Die Basalmembran ist bereits embryonal angelegt und mit zwei bis vier 

Schichten peritubulär anliegnder Zellen mit längsovalen Kernen versehen (van 

Vorstenbosch, 1984). Während der weiteren Entwicklung nimmt die Filamentdichte 

der peritubulären Zellen zu, wobei sich die Filamente parallel zur Zelloberfläche 

anordnen. Um den hundertsten Tag post partum werden beim Schwein die 

peritubulären Zellen durch interzelluläre Substanz miteinander verbunden, weiterhin 

hat sich eine zweite Basalmembranen an der interstitiellen Seite der peritubulären 

Zellen gebildet. Durch Größenzunahme der Tubuli seminiferi und Dehnung der 

äußeren Schichten flacht sich bis zum 140. Lebenstag die peritubuläre Zellhülle zu 

einer einschichtigen Lage ab (Dierichs und Wrobel, 1973). 

 

2.1.2.4 Entwicklung des Keimepithels bis zur Geschlechtsreife 

Während der Embryonalphase wandern die Primordialkeimzellen - die auch als 

„wandernde Entodermzellen“ (Holstein und Wartenberg, 1970) bezeichnet werden - in 

die sich entwickelnden Gonaden ein. Dort vermehren sie sich durch mehrfache 

mitotische Teilungen. Die Bezeichnung der Teilungsprodukte ist nicht ganz 

einheitlich; so werden sie nach Beaumont und Mandl (1963) weiterhin als 

Primordialkeimzellen, nach Holstein und Wartenberg (1970) als Gonozyten und nach 

Hilscher et al. (1972) als I-Gonozyten bezeichnet. In einer danach folgenden 

Ruhephase kommt es zu einem Größenwachstum, wonach ihnen die Bezeichnung 

Gonozyten, fetale Spermatogonien (Holstein und Wartenberg, 1970) oder II-

Gonozyten (Hilscher et al., 1972) gegeben wurde. 

Diese Entwicklung findet nach Hilscher et al. (1974) in der sogenannten 

„Prägonadalen Periode“ statt. In der sich anschließenden „Präspermatogenese-Phase“ 

proliferieren die Gonozyten zu M-Prospermatogonien (multiplying 
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prospermatogonia), wobei diese für Hilscher et al. (1974) mit den I-Gonozyten 

identisch sind. Hieraus entstehen durch erneute Teilung T1-Prospermatogonien 

(primary transitional prospermatogonia), die auch als II-Gonozyten bezeichnet 

werden. Nach Hilscher et al. (1974) teilen sich diese bei der Ratte um den 5. Tag post 

partum zu T2-Prospermatogonien (secondary transitional prospermatogonia) die als 

Vorläufer der A-Spermatogonien betrachtet werden. 

In den Tubuli seminiferi finden sich vor der Geschlechtsreife zwei Zelltypen, 

die auf der Basalmembran liegenden Sertolivorläuferzellen und die zentral liegenden 

Gonozyten (Sapsford, 1962; Steger und Wrobel, 1996), wobei die Gonozyten 

gegenüber den Sertolivorläuferzellen deutlich in der Minderzahl sind. Dieses Bild 

zeigt sich einheitlich bei Maus, Ratte, Hamster, Katze, Mensch und Rind (Flickinger, 

1967; Solari und Fritz, 1978; Miething, 1989; Sanchez et al., 1993; Hadziselimovic, 

1976; Sinowatz et al., 1983). Van Vorstenbosch et al. (1984) beschreiben diesen 

Tubulusaufbau schon ab dem 35. Tag post conceptionem beim Schwein. 

Ebenfalls übereinstimmend wird beschrieben, dass sich die Gonozyten oder 

Präspermatogonien aufgrund ihrer Gestalt und ihres Aussehens deutlich von den 

Sertolivorläuferzellen unterscheiden. Flickinger (1967) beschreibt sie bei 

neugeborenen Mäusen als runde bis polygonale Zellen von etwa 20µm Durchmesser 

mit einem runden Kern, der ein bis zwei deutliche Nukleoli enthält. Im Zuge der 

Entwicklung der Gonozyten zu den Spermatogonien wandern die Präspermatogonien 

vom noch lumenlosen Zentrum des Tubulus in die Peripherie, um sich dort an der 

Basalmembran anzulagern. Diese Migration findet während der präpubertären 

Hodenentwicklung statt. Miething (1989) beobachtete diesen Vorgang beim Hamster 

ab dem achten Lebenstag, Sanchez et al. (1993) beim Kater im fünften bis sechsten 

Lebensmonat. Für das Schwein und den Menschen beschreiben Van Vorstenbosch 

(1984) und Hadziselimovic (1976) bereits einen fetalen Beginn dieser 

Präspermatogonienwanderung. Der Mechanismus, durch den die Präspermatogonien 

an die Basalmembran gelangen, wird unterschiedlich beurteilt. Sinowatz et al. (1983) 

gehen davon aus, dass die Präspermatogonien keine kontraktilen Elemente besitzen, 

und es sich folglich um eine rein passive Positionsänderung der Spermatogonien durch 

die sich aktiv verformenden Sertolizellen handelt. Bei Hadziselimovic (1976) werden 

pseudopodienähnliche Fortsätze beschrieben, die für eine aktive Bewegung 

verantwortlich gemacht werden. 
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Nach Erreichen der Basalmembran, was bei der Maus und dem Hamster 

(Flickinger, 1967; Miething, 1989) etwa zwischen dem 10.-14. Lebenstag, beim 

Schafbock um die 13. Lebenswoche (Steger und Wrobel, 1996) geschehen ist, werden 

die Präspermatogonien übereinstimmend als A-Spermatogonien bezeichnet 

(Flickinger, 1967; Miething, 1989; Sinowatz et al., 1983; Hadziselimovic, 1976; 

Steger und Wrobel, 1996). Nach de Rooij (2001) sind die A-Spermatogonien die 

Stammzellen der Spermatogenese; diese beginnt mit Einsetzen der Geschlechtsreife (s. 

Kap.2.2) 

 

2.2. Spermatogenese 

Die Spermatogenese ist ein kontinuierlich fortlaufender Prozeß der mit Eintritt 

der Pubertät einsetzt. Sie ist zu unterteilen in drei Entwicklungsphasen: 

Spermatogoniogenese, Spermatozytogenese und Spermatohistogenese. Durch den 

synchronisierten Ablauf dieser drei Phasen entwickelt sich im geschlechtsreifen 

Hoden ein aus verschiedenen Zelltypen und mehreren Zellgenerationen bestehendes 

mehrschichtiges Keimepithel. Bei den meisten Säugetieren sind vier aufeinander 

folgende Zellgenerationen vorhanden, die dabei zugrunde liegende Zeitspanne wird als 

Keimepithelzyklus bezeichnet. Die Dauer der Keimepithelzyklen und folglich auch die 

Dauer der Spermatogenese ist tierartlich unterschiedlich. Die Keimepithelzyklen des 

Rindes dauern 13,5 Tage, die Spermatogenese 54 Tage, wogegen der 

Keimepithelzyklus beim Eber nur 8,5 Tage andauert und die Spermatogenese 34 Tage 

(Busch et al., 1991). 

 

2.2.1 Spermatogoniogenese 

Die der Basallamina anliegenden Stammspermatogonien sind − ausgenommen 

bei Mensch und Rhesusaffen − kleiner als ihre Vorgänger, die Präspermatogonien 

(Hadziselimovic, 1976; Van Wagenen und Simpson, 1954); sie haben einen 

heterochromatischen Kern mit einem zentralliegenden, prominenten Nukleolus 

(Krefft, 1999). 

Die Stammspermatogonien sind einzeln liegende As (A-single) 

Spermatogonien (de Rooij, 2001). Diese können bei einer mitotischen Teilung erneut 

zu zwei einzelnen As Spermatogonien werden, oder es entstehen aus ihnen zwei 

Tochterzellen, die über Zytoplasmabrücken verbunden bleiben. Diese Form wird als 
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paarige A-Spermatogonien Apr (A-paired) bezeichnet. Bei weiteren Teilungen der 

paarigen A-Spermatogonien bleiben diese über Zytoplasmabrücken verbunden, so 

dass Spermatogonienketten Aal (A-aligned) entstehen (Frankenhuis et al., 1982; de 

Rooij, 2001), die sich durch weitere Teilungen verlängern können. Frankenhuis et al. 

(1982) bezeichnen die As, Apr und Aal als undifferenzierte A-Spermatogonien, 

während die aus Teilung der Aal-Spermatogonien hervorgegangenen A1, A2, A3 und 

A4-Spermatogonien als differenzierte Spermatogonien bezeichnet werden. Nach de 

Rooij (2001) verändert sich bei diesen die Teilungsdynamik; so verkürzt sich bei den 

differenzierten A-Spermatogonien die Dauer des Zellzyklus, die Teilungen der A1-

Spermatogonien bis zu den B-Spermatogonien verlaufen im Gegensatz zu denen der 

undifferenzierten A-Spermatogonien synchronisiert ab. In den letzten 

Teilungsschritten bilden sich aus den A4-Spermatogonien die Intermediären 

Spermatogonien, die sich wiederum zu den B-Spermatogonien teilen, wobei Liebich 

(1993) die B-Spermatogonien noch mit einem B1-und B2-Typ beschreibt. 

Morphologisch werden die A-Spermatogonien als die größten Spermatogonien mit 

ausgeprägtem, parallelverlaufendem Kontakt (Wrobel, 1998) zur Basalmembran 

beschrieben. Sie sind von flach-ovaler Form und besitzen einen hellen Kern mit einem 

oder meheren promineten Nukleoli (Pier, 1985; Liebich, 1993; Krefft, 1999). Die 

Intermediärspermatogonien gleichen den A-Spermatogonien, haben aber im Gegensatz 

zu diesen einen kleineren, verdichteteren, ovalen Kern, der einen dunklen Nukleolus 

enthält; weiterhin weisen sie unregelmäßig verteilte Chromatinschollen auf. Die B-

Spermatogonien haben den Kontakt zur Basallamina verloren, ihre Gestalt ist nicht 

mehr flach-oval sondern „birnenförmig“ (Liebich, 1993), der Zellkern erscheint noch 

dunkler als bei den Intermediärspermatogonien, das Chromatin liegt verdichtet im 

Kern, und es ist meist nur ein Nukleolus vorhanden (Liebich, 1993). 

Eine andere Zuordnung der einzelnen Spermatogonien-Teilungsstadien gibt 

Swierstra (1968), indem er die Spermatogonien in „helle A-Spermatogonien“, „dunkle 

A-Spermatogonien“ und „B-Spermatogonien“ einteilt. Nach Frankenhuis et al (1982) 

entsprechen die „hellen A-Spermatogonien“ den undifferenzierten und differenzierten 

A-Spermatogonien, während die „dunklen A-Spermatogonien“ den 

Intermediärspermatogonien entsprechen. 
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2.2.2 Spermatozytogenese 

Aus den B-Spermatogonien werden durch erneute mitotische Teilung die 

primären Spermatozyten. 

Diese Spermatozyten erster Ordnung beginnen die meiotischen Prophase zu 

durchlaufen. Diese mehrere Stadien umfassende Phase der ersten Reifeteilung besteht 

aus aus den Phasen: Präleptotän, Leptotän, Zygotän, Pachytän, Diplotän und der 

Diakinese (Wrobel, 1998). 

Im Präleptotän ist der Zellkern kleiner als der der B-Spermatogonien und das 

Chromatin liegt gewunden im Kern. Der Kern der Spermatozyten erscheint im 

folgenden Leptotän dunkel und unregelmäßig, die Chromosomen werden zu dünnen 

Strängen und das Chromatin verdichtet und verkürzt sich. Während des 

anschließenden Zygotäns lagern sich die homologen Chromosomen aneinander und 

paaren sich; dabei erscheint der Kern unregelmäßig gefärbt und chromatinfreie 

Bereiche entstehen. Nach dem Zygotän durchlaufen die Spermatozyten das lang 

andauernde Pachytän, in dem das Chromatin eine netzartige Struktur des Kerns 

verursacht; in dieser Phase findet das sogenannte „crossing-over“ statt, wobei 

Chromosomenabschnitte getauscht werden. Im Diplotän wandern die Chromosomen 

auseinander, hängen aber noch an den Cross-over-Stellen zusammen. In der Diakinese 

verkürzen und verbreitern sich die Chromosomen; vier einzelne Chromatiden je 

Chromosom entstehen, und die Kernmembran verschwindet. Während der Prophase 

nehmen die Zellkerne um etwa das dreifache an Größe zu. In der dann folgenden 

schnell ablaufenden Metaphase, Anaphase und Telophase reihen sich die gepaarten 

Chromosomen in der Äquatorialebene auf und werden zu den gegenüberliegenden 

Polen auseinadergezogen, wobei sich die Chromosomen auf die Tochterzellen 

aufteilen. Es entstehen aus einer primären Spermatozyte zwei sekundäre 

Spermatozyten mit einem haploiden Chromosomensatz bei 2n (Wrobel, 1998; Foote et 

al., 1972). Die in der Keimepithelschichtung über den primären Spermatozyten 

liegenden sekundären Spermatozyten sind kleiner als die primären. Sie treten nur sehr 

kurz auf und teilen sich nach einem kurzen Interkinesestadium ohne DNA-

Verdoppelung in der zweiten meiotischen Teilung zu runden Spermatiden (haploider 

Chromosomensatz, 1n). 
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2.2.3 Spermiohistogenese 

Die aus der zweiten meiotischen Teilung hervorgegangenen Spermatiden sind 

von runder bis eckiger Gestalt und werden auch als sphärische Spermatiden bezeichnet 

(Wrobel, 1998). Eine Besonderheit stellen die mehrkernigen „polyenergiden“ 

Spermatiden da, die aus nicht synchronen Teilungen herrühren sollen. Im weiteren 

Verlauf der Spermiogenese sollen aus ihnen normale Spermien entstehen; dieses 

Phänomen wurde bei Säugtieren und Vögeln beobachtet, wobei es besonders häufig 

beim Eber auftritt (Menger und Menger, 1981). 

Aus den neugebildeten sphärischen Spermatiden wird während eines in vier 

Phasen eingeteiltem Reifungsvorganges das Spermium. Die Spermatiden liegen zu 

Beginn dieser Entwicklung nahe dem Tubuluslumen, wandern dann aber Richtung 

Basalmembran um gegen Ende des Entwicklungsprozesses das Tubuluslumen wieder 

zu erreichen. Die erste Phase, die die Spermatiden durchlaufen, ist die Golgi-Phase. In 

ihr bilden sich Vesikeln die mit glykoproteinreichen Granula gefüllt sind. Diese 

Vesikel verschmelzen und bilden das sogenannte akrosomale Bläschen, das an die 

Kernmembran wandert und damit eine polare Richtung der Spermatide vorgibt. In der 

anschließenden Kappenphase bildet sich aus dem akrosomalen Bläschen die 

Akrosomenkappe; diese umgibt dabei mehr als die Hälfte des Kerns. Gleichzeitig 

verdichtet sich das Chromatin im Kern und das Zytoplasma verlagert sich distal des 

Kerns gegenüber dem Akrosom. Das Zentriol nimmt Kontakt mit der Kernmembran 

auf und buchtet in ihm die Implantationsgrube aus. In der Akrosomalen Phase flacht 

sich der Spermatidenkern in dorsoventraler Richtung ab, das Chromatin kondensiert 

und die Akrosomenkappe wird zum Akrosom. Zeitgleich beginnt sich die 

Spermatidenzelle um 180° zu drehen, so dass das Akrosom auf die Basalmembran 

ausgerichtet wird. Die fibrilläre Hülle des Hauptstücks der Zelle beginnt sich aus dem 

Mikrotubuluskörper zu bilden. Durch diese morphologischen Veränderungen erhält 

die Spermatide ein längliches Aussehen. Im Übergang von der Akrosmalen Phase zur 

Reifungsphase formieren sich um das aus dem distalen Zentriol entstandenen 

Flagellum die „Outer Dense Fibers“. Gleichzeitig beginnt sich auch der Schlußring zu 

bilden. Im weiteren Verlauf der Reifungsphase endet die Kondensation des Kerns, die 

Bildung der Akrosomenkappe ist beendet, sie umschließt jetzt zwei Drittel des Kerns. 

Die Geißel ist ausgebildet und die Mitochondrien haben sich als Spermienmittelstück 

um das Flagellum gelegt. Das restliche Zytoplasma wird als Restkörper abgeschnürt 

und von den Sertolizellen phagozytiert. Es hat sich jetzt ein ausdifferenziertes aber 
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noch nicht befruchtungsfähiges Spermium gebildet, das erst nach der Spermiation in 

das Tubuluslumen während der Nebenhodenpassage seine Befruchtungsfähigkeit 

erhält (Übersicht siehe bei Liebich, 1993; Hoffmann, 2003). 

 

 

2.3. Testikuläre Steroidhormonsynthese 

2.3.1 Syntheseort und Synthese 

Ort der testikulären Steroidhormonsynthese sind die Leydigzellen. (Bamberg, 

1994a/b). Abb. 1 zeigt das Grundschema der steroidalen Biosynthese. Das 

speziesübergreifend für den Hoden charakteristische Endprodukt ist das androgen 

wirksame Testosteron. Für die normale Entwicklung und Ausdifferenzierung des 

männlichen Geschlechts ist die rechtzeitige Aufnahme der embryonalen und fetalen 

Testosteronsekretion notwendig. 

Beim Schwein weist dabei sowohl die pränatale als auch die postnatale 

Testosteronsekretion ein charakteristisches Muster auf. Pränatal zeigte sich zunächst 

ein Anstieg des Testosterons bis zum 60. Tag post conceptionem, gefolgt von einem 

Abfall bis kurz vor die Geburt. Postnatal steigt der Testosterongehalt wieder an, 

Maximalwerte ergeben sich in der dritten Lebenswoche. Danach erfolgte ein erneuter 

Abfall bis zur 18. Woche, wonach ein weiterer aber deutlich höherer 

Testosteronanstieg verzeichnet werden konnte (Colenbrander et al., 1978; Franca et al. 

2000). Allrich et al. (1983) bestätigten den Testosteronanstieg zwischen dem 130.- 

160. Lebenstag beim Eber, gleichzeitig konnten sie in dieser Zeit erhöhte Estradiol-

Werte messen. 

Colenbrander et al. (1977) gehen davon aus, dass der erste postnatale Anstieg 

des Testosterons auf die Zunahme des Leydigzellvolumens und die in dieser Zeit 

erhöhten LH-Spiegel sowie die erhöhte Zahl an LH-Rezeptoren (Peyrat et al., 1981) je 

Zelle zurückzuführen ist. Franca et al. (2000) begründen den zweiten starken 

Testosteronanstieg mit der Pubertät. Hier ist die Synthesekapazität aufgrund erhöhter 

Leydigzellgröβe und höherem Gehalt an glattem endoplasmatischem Retikulum 

gesteigert (Lunstra et al., 1986). 

Speziesübergreifend ist der Hoden auch zur Östrogensynthese fähig, wobei in 

Abhängigkeit von der Spezies jedoch erhebliche qualitative und quantitative 

Unterschiede vorliegen. 
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Erste Hinweise auf eine mögliche testikuläre Östrogensynthese geben Hauer 

(1933) und Küst (1934) für den Eber und Zondek (1934) für den Hengst aufgrund des 

Vorhandenseins großer Östrogenmengen im Urin. In Bestätigung dieser Befunde 

konnten Bedrak und Samuels (1969) das Enzym Cytochrom P450-Aromatase im 

Hengsthoden nachweisen, das Androstendion zu Estron aromatisiert. Velle (1958) 

weist beim Eber erstmals den testikulären Ursprung dieser Östrogene nach, Claus und 

Hoffmann (1980) zeigen den unmittelbaren Zusammenhang der testikulären Östrogen-

, Testosteron- und Androstenonproduktion auf, wobei Estron als das eigentliche 

testikuläre Östrogen bezeichnet wird. Hinsichtlich der Lokalisation der 

Östrogensynthese im Hoden ergibt sich kein einheitliches Bild. Dorrington und 

Armstrong (1975) berichten, dass Sertolizellen im unreifen Hoden bei Vorhandensein 

von FSH in der Lage seien sollen, Östrogene aus Testosteron zu bilden. Dies wird 

durch den Nachweis der Cytochrom P450- Aromatase in den Sertolizellen von Ratte, 

Maus, Rötelmaus und Bär gestützt (Fraczek et al., 2000). Eine besondere Situation 

besteht beim Hund bei dem durch sogenannte Sertolizelltumoren große Mengen an 

Estradiol-17β gebildet werden (Kawakami et al., 2001; Mischke et al., 2002).  

Raeside und Renaud (1983), sowie Hall (1988) weisen jedoch die Leydigzellen 

als Syntheseort der testikulär gebildeten Androgene und Östrogene bei adulten Tieren 

nach. Entsprechend sind für Payne und Youngblood (1995) nur Leydigzellen, 

unabhängig vom Alter der Tiere, zur Produktion von Steroidhormonen im Hoden 

befähigt. Darüber hinausgehend berichten Nitta et al. (1993) auch von einer 

Expression der Cytochrom P450-Aromatase in den Spermatiden der Maus. Bei neueren 

Untersuchungen am Hoden der Ratte und Rötelmaus gelang es, die Expression der 

Cytochrom P450-Aromatase mRNA in Zellen des Keimepithels, insbesondere den 

pachytänen Spermatozyten und Spermatiden nachzuweisen (Bilinska et al., 2000; 

Lanzino et al., 2001; Carreau, 2001). 

Wie Abb. 1 zeigt, ist Cholesterin das Ausgangssubstrat der Steroidbiosynthese. 

Dabei ergibt sich die Besonderheit, dass der Hoden, im Gegensatz zu anderen 

steroidbildenden Geweben, nur in sehr begrenztem Maße in der Lage ist, Cholesterin 

aus dem Blut aufzunehmen. Daher wird der größte Teil des zur testikulären 

Steroidsynthese nötigen Cholesterins in den Leydigzellen selbst gebildet (Bamberg, 

1994b). 

Tierartlich unterschiedlich ist auch, inwieweit der sogenannte ∆4- oder ∆5- 

Syntheseweg eingeschlagen wird. Dies ist im Wesentlichen abhängig von der 
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katalytischen Aktivität und vom Verhältnis der Cytochrom P450 c17α-Hydroxylase-

C17, 20 Lyase zur 3β-Hydroxysteroid-Dehydrogenase sowie der Substratspezifität der 

3β-Hydroxysteroid-Dehydrogenase. Daraus ergibt sich inwieweit das noch 

gemeinsame Substrat Pregnenolon entweder via 17α-Hydroxy-Pregnenolon in 

Dehydroepiandrostendion oder in Progesteron umgewandelt wird. So ist bei Pferd, 

Schwein, Ratte und Maus der ∆ 4-Syntheseweg ausgebildet, wohingegen bei Primaten 

und Wiederkäuern die Synthese über den ∆ 5-Syntheseweg verläuft (Conley und Bird, 

1997). 

Die Bedeutung des ∆ 4-Syntheseweges für den Eber ergibt sich auch daraus, 

dass Rostalski et al. (2000) erstmals Progesteron als Sekretionsprodukt des Hodens 

nachweisen konnten. 

Beide Synthesewege münden schließlich in die Bildung von Androstendion, 

das die unmittelbare Vorstufe von Testosteron darstellt, das aber auch direkt zu Estron 

via P450-Aromatase katalysiert werden kann; nach Aromatisierung  entsteht aus 

Testosteron Estradiol-17β (Conley und Bird, 1997; Hall, 1988; Schuler, 2000). 

Weitere im Hoden des Ebers gebildete Steroide gehören zur Gruppe der 

Pheromone (Claus, 1979/1994; Claus und Hoffmann, 1980). 

Sie umfasst das für den typischen Ebergeruch verantwortliche Androstenon 

sowie die Verbindungen 3-α und 3-β Androstenol. Diese drei testikulären Pheromone 

werden auch als ∆16 Steroide bezeichnet, da bei ihnen im D-Ring eine Doppelbindung 

von C16 nach C17 vorliegt. Wie bei den anderen testikulären Steroiden ist auch für die 

Pheromone das Cholesterol bzw. in dessen Folge das Pregnenolon und Progesteron die 

Ausgangssubstanz. Es konnte nachgewiesen werden, dass die gleichzeitige Synthese 

von Pheromonen und Hodensteroiden korreliert zueinander abläuft (Claus und Alsing, 

1976; Claus und Hoffmann, 1980; Claus, 1994). 
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Abb. 1: Darstellung der Testosteron-, Östrogen- und Progesteronsynthese 
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2.4. Neuroendokrine Regulation der Hodenfunktion 

Die endokrinen und germinativen Leistungen des Hodens unterliegen einem 

zentralen, neuroendokrinen Regelmechanismus, wobei zusätzlich parakrine und 

autokrine Regelmechanismen eine Rolle spielen (Döcke, 1994; Bellve und Zheng 

1989; Sordoillet et al., 1992). 

Zentraler Regelfaktor ist das im Hypothalamus gebildete und zu den 

Peptidhormonen gehörende Gonadotrope Releasing Hormon (GnRH), das über das 

hypothalamische Pfortadersystem in die Adenohypophyse gelangt und dort die 

Synthese und Sekretion der gonadotropen Hormone stimuliert. (Clapper und Conn, 

1985; Conn et al., 1987). Die beiden gonadotropen Hormone, das Follikel 

stimulierende Hormon (FSH) und das Luteinisierende Hormon (LH) gehören zu den 

Glykoproteinen und werden in den basophilen Zellen der Adenohypophyse produziert.  

Sie bestehen aus zwei Untereinheiten, wobei die α-Untereinheit bei den hypophysären 

Glykoproteinen einheitlich und die β-Einheit hormonspezifisch ist (Döcke, 1994). 

Das LH entfaltet seine Wirkung durch Bindung an spezifische 

Membranrezeptoren in den Leydigzellen (Payne und Youngblood, 1995) und das FSH 

an Membranrezeptoren in den Sertolizellen (Bardin et al., 1988). Dadurch werden die 

Leydigzellen zur Produktion testikulärer Steroide und die Sertolizellen u.a. zur 

Sekretion von Inhibin angeregt. Dabei schließen die testikulären Steroide und das 

Inhibin den neurohormonellen Regelkreis mit einem negativen Feedback. Die 

Steroidhormone (Testosteron) hemmen die Sekretion von GnRH, FSH und LH 

(Döcke, 1994). Inhibin, ein Glykoprotein das aus zwei Peptidketten besteht, hemmt 

selektiv die Bildung und Sekretion von FSH in der Hypophyse (Bardin et al., 1988)  

 

 

2.5. Biologische Wirkungen testikulärer Steroidhormone 

2.5.1 Endokrine Wirkungen 

Die gonadalen Steroide üben ihre endokrinen Wirkungen im Wesentlichen bei 

der Entwicklung und Steuerung der Genitalorgane, der Ausbildung der sekundären 

Geschlechtsmerkmale, aber auch bei nicht mit der Sexualfunktion in Verbindung 

stehenden Organen aus. 

So stimulieren Androgene die morphologische Ausbildung und Erreichung der 

Funktionsfähigkeit von Penis, Skrotum, akzessorische Geschlechtsdrüsen und 
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Nebenhoden. Nur unter Einfluß von Androgenen erhält der Penis seine 

Erektionsfähigkeit und das Epithel des Nebenhodens, wie auch die akzessorische 

Geschlechtsdrüsen, werden zur Produktion spezifischer Sekrete angeregt. 

Weiterhin üben die Androgene Einfluß auf die Ausgestaltung sekundärer, 

männlicher Geschlechtsmerkmale des Körperbaus aus. So beeinflussen sie das 

Skelettwachstum, die Bemuskelung, die subkutane Fettverteilung und das 

Haarwachstum, so dass ein „maskulines“ Erscheinungsbild entsteht. Ebenfalls durch 

Androgene induziert und zentralnervös vermittelt ist das Sexual- und 

Aggressionsverhalten männlicher Tiere. Zusätzlich zu den geschlechtsspezifischen 

Ausprägungen üben die Androgene einen Einfluß auf verschiedene 

Stoffwechselabläufe aus; so wirken sie sich anabol auf Organe wie z.B. das Herz und 

die Leber aus, stimulieren das Knochenwachstum und hemmen den Fettstoffwechsel 

(Bamberg, 1994c). 

Den testikulären Östrogenen konnte im männlichen Genitale eine Verstärkung 

der Androgenwirkungen zugeordnet werden; Ganjam und Amann (1976) beschreiben, 

dass die androgeninduzierten Effekte bei den akzessorischen Geschlechtsdrüsen beim 

Bullen durch Östrogene verstärkt werden. 

In Versuchen mit Östrogenrezeptor-α-Knock-out Mäusen konnte gezeigt 

werden, dass männliche Mäuse, obwohl die Hoden und Nebenhoden während der 

Pubertät eine normale Morphologie aufwiesen, infertil waren. Nach der 

Geschlechtsreife zeigte sich in den Nebenhoden eine gestörte Resorption der 

luminalen Flüssigkeit; dabei wiesen die Nebenhoden eine geringe 

Spermienkonzentration auf, im weiteren Verlauf atrophierten die Hoden. Hess et al. 

(1997/2000) postulieren, dass die Ursache der Atrophie in dem erhöhten luminalen 

Druck infolge mangelnder Resorption zu suchen ist, weiterhin begründen sie die 

Infertilität mit der starken Verdünnung der Spermien. 

Ebenfalls am Modell von Östrogenrezeptor-α-Knock-out Mäusen zeigten 

Mahato et al. (2000/2001), dass Spermien dieser Tiere nur eine geringe Motilität 

aufwiesen und in in vitro Versuchen nicht fertil waren. Weiterhin konnte Mahato et al. 

(2001) zeigen, dass im Gegensatz zu den Östrogenrezeptor-α-Knock-out Mäusen 

Östrogenrezeptor-β-Knock-out Mäuse fertil sind. 
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2.5.2 Parakrine / autokrine Wirkungen 

Parakrine Wirkungen beschreiben im Gegensatz zu den endokrinen Wirkungen 

die direkte Zellkommunikation unmittelbar benachbarter Zellen via Hormon und 

Hormonrezeptor, i.d.R. in einem definierten Organ. Autokrine Wirkungen liegen vor, 

wenn das sezernierte Hormon einen Einfluß auf die Zelle hat, in der es gebildet wurde. 

Der Nachweis der Expression eines Rezeptors und der Synthese seines 

Liganden im gleichen Organ, lassen auf eine parakrine Wirkung schließen (Weinbauer 

und Wessels, 1999). 

 

2.5.2.1 Wirkungen von Progesteron im Hoden 

Progesteron ist Zwischenprodukt des ∆4-Syntheseweges, als eigenständiges 

testikuläres Sekretionsprodukt konnte es bisher aber nur beim Eber nachgewiesen 

werden (Rostalski et al., 2000). In verschiedenen Untersuchungen dagegen konnte die 

Expression des Progesteronrezeptors im Hoden gezeigt werden. So beschreiben bereits 

Galena et al. (1974) das Vorkommen von Progesteronbindungsstellen in primären 

Spermatozyten und Spermatiden der Ratte. Schmidt und Danzo (1980) konnten deren 

Vorkommen auch in den Sertolizellen der Ratte nachweisen, Pino und Valladares 

(1988) berichten über deren Vorkommen in den Leydigzellen und sprechen von einem 

zytosolischen Rezeptor. Heikinheimo et al. (1995) konnten mittels RT-PCR die 

Progesteronrezeptor mRNA im Hoden von Javaneraffen (Macaca fascicularis) 

nachweisen. Konrad et al. (1998) konnten bei der Ratte eine Expression des 

Progesteronrezeptors während der Hodenentwicklung in den Kernen der germinativen 

Zellen, den peritubulären Zellen und den Leydigzellen mittels Immunhistochemie 

feststellen. Zu ähnlichen Ergebnissen kamen Weber et al. (2002), die ebenfalls bei der 

Ratte das Vorkommen des Progesteronrezeptors in den Zellkernen von 

Spermatogonien, Sertolizellen und Leydigzellen nachwiesen, allerdings nicht in den 

peritubulären Zellen. Die Bedeutung von Progesteron bzw. die seiner Rezeptoren wird 

nicht einheitlich beurteilt; so vermuten Konrad et al. (1998) sowie Weber et al. (2002) 

einen Einfluß des Progesterons auf die Spermatogenese. In ähnlicher Weise äußern 

sich auch Heikinheimo et al. (1995), die einen Einfluß auf die Ausreifung der 

Spermien für möglich halten. Als weitere mögliche Wirkung wird sein Einfluß auf die 

Steroidbiosynthese diskutiert. So beobachtet El-Hefnawy et al. (1998) bei der Maus, 

dass Progesteron an der Down-Regulierung des LH-Rezeptors in den Leydigzellen 

beteiligt ist. Ebenfalls eine Wirkung auf die Steroidbiosynthese wird von Rossato et al. 
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(1999) angedacht, da er Progesteronbindungsstellen an der Plasmamembran der 

Leydigzellen fand, über die durch Progesteronbindung die Steroidbildung der 

Leydigzellen gesteigert wurde. 

 

2.5.2.2 Wirkung von Östrogen im Hoden 

Die Expression des Östrogenrezeptors-α als auch des Östrogenrezeptors-β 

konnte im Rete Testis bei Maus, Ratte und Ziegenbock nachgewiesen werden. 

Übereinstimmend wird von einer Beeinflussung der Resorption der Tubulusflüssigkeit 

berichtet (Ergun et al., 1997; Goyal et al., 1997; Lee et al., 2000; Mahato et al., 2001, 

Mansour et al., 2001). 

Weiterhin konnte die Expression des Östrogenrezeptor-α (Zhai et al., 1996; 

Hess et al., 1997) und des Östrogenrezeptor-β (Rosenfeld et al., 1998) in den 

Leydigzellen bei der Ratte wie auch in Spermatiden beim Mann gezeigt werden. Zhai 

et al. (1996) vermuten, dass Östrogene die Entwicklung der Leydigvorläuferzellen zu 

reifen Leydigzellen beeinflussen. Anhand von Östrogenrezeptor-α-Knock-out Mäusen 

war es Mahato et al. (2001) möglich zu zeigen, dass zur Bildung fertiler Spermien der 

Östrogenrezeptor-α benötig wird. 

Shughrue et al. (1998) gelang es in den Sertolizellen und Spermatozyten der 

Ratte den Östrogenrezeptor-β darzustellen, konnte ihm aber keine Funktion zuweisen.  

 

2.5.2.3 Wirkung von Androgenen im Hoden 

Androgenrezeptoren wurden bei der Ratte und der Maus in den Leydigzellen, 

der glatten Muskulatur der Gefäße, den Sertolizellen, den peritubulären Zellen sowie 

den Spermatogonien und Spermatiden nachgewiesen, wobei die Verteilung des 

Androgenrezeptors offensichtlich abhängig war vom Stadium der Spermatogenese 

(Vornberger et al., 1994; Konrad et al. 1998; Weber et al., 2002). 

Auch beim Mann wurde die Expression des Androgenrezeptors in den Leydig-, 

Sertoli- und peritubulären Zellen nachgewiesen, wobei sich ebenfalls eine 

Abhängigkeit der Expression des Androgenrezeptors in den Sertolizellen von der 

Spermatogenese ergab (Suarez-Quian et al., 1999). In Untersuchungen von Goyal et 

al. (1997) bei Schafböcken, von Kotula et al. (2000) bei Ebern sowie von Suarez-

Quian et al. (1999) beim Mann konnte die Expression von Androgenrezeptoren in den 

Spermatogonien und Spermatiden jedoch nicht bestätigt werden. 
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Spezifische Hinweise über die Art der zu unterstellenden parakrinen Wirkung 

testikulärer Androgene liegen bisher nicht vor. Vermutet wird allerdings, dass die 

Androgene in der postnatalen Entwicklung die Reifung der Myoid- und Sertolizellen 

fördern (Weinbauer und Wessels, 1999). Übereinstimmend wird weiterhin den 

Androgenen eine fördernde oder kontrollierende Funktion der Spermatogenese über 

ihre Wirkung auf die Sertolizellen zugesprochen (Vornberger et al., 1994; Goyal et al., 

1997; Kotula et al., 2000). Weiterhin wird eine Androgen-kontrollierte Mitwirkung 

der peritubulären Zellen bei der Regulation der Spermatogenese wie auch die direkte 

Wirkung der Androgene auf die germinativen Zellen diskutiert. Hinsichtlich der 

Lokalisation der Androgenrezeptoren in den Leydigzellen wird davon ausgegangen, 

dass es sich hierbei um einen sehr schnellen autokrinen Rückkopplungsmechanismus 

handelt, der die Differenzierung und Funktion der Leydigzellen steuert (Vornberger et 

al., 1994; Kotula et al., 2000). 

 

2.5.3 Steroidhormonrezeptoren 

Steroidhormone, wie auch Thyroxin und Vitamin D3, entfalten ihre Wirkung 

durch Bindung an spezifische, intrazellulär exprimierte Rezeptoren der Zielzellen 

(Evans, 1988). 

Diese Rezeptoren bilden insgesamt eine Superfamilie, wobei die einzelnen 

Rezeptoren von ihrer Struktur und ihrer Funktionsweise sehr einheitlich aufgebaut 

sind. Die Rezeptormoleküle sind in verschiedene Molekülabschnitte oder Domänen 

untergliedert, die die Bezeichnungen A-F tragen (s. Abb. 2). Diesen Domänen 

kommen unterschiedliche Funktionen zu; so ist die DNA-bindende Domäne die 

Domäne C, die Bindung des Liganden erfolgt an der Hormon-Bindungsdomäne E. Der 

C-(Carboxy)-Terminus des Rezeptors mit der Domäne F beihaltet eine Transkriptions-

Aktivierende Funktion-2 (TAF 2) und übt damit eine modulierende Wirkung auf die 

transskriptionellen Aktivitäten aus. Den N-(Amino)-Terminus des Rezeptors bilden 

die Domänen A/B; häufig befindet sich in diesem Bereich eine Ligand-unabhängige 

Transkriptions-Aktivierende Funktion-1 (TAF 1) (Kumar et al., 1987; Evans, 1988; 

Beato, 1989; O´Malley, 1990; Landers und Spelsberg, 1992). 

Hinsichtlich der DNA-Bindungsstelle (C-Domäne) besteht eine hohe 

Homologie zwischen den einzelnen Subtypen der Rezeptorfamilie. Werden für einen 

Liganden, wie z.B. für Östrogene, mehrere Rezeptoren exprimiert, besteht i.d.R. auch 

eine hohe Homologie in der Ligandbindungsstelle (Domäne E). 
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Abb. 3: Schematische Darstellung der Ligand – Steroidrezeptor – DNA - 

Interaktion: R: Rezeptor; Hsp.: Hitzeschockproteine; Hre.: Hormon resonsive 

element 

     A/B               C           D             E               F N C 
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Dimerisierung            Dimerisierung 

Abb. 2: Struktur des humanen Östrogenrezeptors; Domänen und ihre Funktion 
(nach Hoffmann und Schuler, 2000) 
1)  Transkriptionsaktivierende Funktionen 
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Aufgrund ihrer lipophilen Eigenschaften können die Steroide die Zellmembran 

ungehindert passieren und so in die Zelle bzw. in den Zellkern einwandern. 

Lange wurde unterstellt, dass die Steroidhormonrezeptoren im Zytosol der 

Zellen lokalisiert sind und erst nach Bindung mit dem Liganden in den Kern wandern. 

Mittels immunhistochemischer Techniken konnte jedoch für Steroidhormone die 

nukleäre Lokalisation der Rezeptoren nachgewiesen werden (Greene et al., 1984; 

Perrot-Applanat et al., 1986; Renoir et al., 1990). 

Wie Abb. 3 zeigt, kommt es nach Interaktion des Liganden mit dem Rezeptor 

(Aporezeptor) innerhalb weniger Minuten zu dessen Aktivierung und 

Konformationsänderung. Unter Abgabe gebundener Heat-Shock-Proteine erfolgt eine 

Rezeptor-Dimerisierung, es bildet sich ein stabiler Hormon-Rezeptor-Komplex 

(Holorezeptor). Gleichzeitig interagiert ein Transkriptions-Coaktivator-Komplex mit 

dem Rezeptor. Die Konformationsänderung überträgt sich auf die DNA-

Bindungsdomäne, in dem diese demaskiert wird. Die jetzt nicht mehr blockierten 

Zinkfinger des Rezeptors können nun an spezifischen DNA-Erkennungssequenzen 

binden und so die Transskription modulieren (Carson-Jurica et al., 1990; O´Malley, 

1990; Landers und Spelsberg, 1992; Peterson, 2000). 

 

2.5.3.1 Progesteronrezeptoren 

Abweichend von der in Abb. 2 dargestellten Struktur des Östrogenrezeptors 

fehlt dem Progesteronrezeptor die F-Domäne. 

Das Progesteronrezeptorgen ist mehr als 90 Kilobasenpaare groß und enthält 

acht Exons. Dabei kodiert das erste Exon den N-Terminus des Rezeptors, die DNA 

Bindungsdomäne C wird durch zwei Exons kodiert. Die verbleibenden fünf Exons 

kodieren die Hormonbindungsdomäne E. Die Ligand-unabhängige Transkriptions-

Aktivierende Funktion-1 ist im N-Terminus lokalisiert und die Ligand-abhängige 

Transskritions-Aktivierende Funktion-2 liegt in der C-Domäne (Gronemeyer, 1992; 

Landers und Spelsberg, 1992, Misrahi et al., 1987/1993). Der C-Terminus des 

Rezeptormoleküls soll nach Xu et al. (1996) eine Repressor-Funktion beinhalten, die 

in Abhängigkeit des Liganden, z.B. Progesteron oder Antigestagen, die Transkription 

fördert oder hemmt. 

Die Aminosäuresequenzen des Progesteronrezeptors sind hochkonserviert. So 

besteht bei der DNA-Bindungsdomäne für Mensch, Maus und Kaninchen eine 

komplette Homologie, auch mit dem Huhn besteht noch eine 99%-ige Identität. Auch 
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die Steroidbindungsdomäne weist mit einer Homologie von 96% eine hohe 

Übereinstimmung zwischen Maus, Mensch und Kaninchen auf; sie liegt bei 86% für 

den Progesteronrezeptor des Huhnes. Auch der C-Terminus des Menschen und 

Kaninchen unterscheiden sich in nur einer Aminosäure (Connely et al., 1986; Loosfelt 

et al., 1986; Schott et al., 1991; Misrahi et al., 1993). 

Der Progesteronrezeptor existiert in mehreren Isoformen. So beschreiben  

Vegeto et al. (1993) für den humanen Progesteronrezeptor die zwei Isoformen A und 

B. Die Isoform A des Progesteronrezeptors ist gegenüber der Isoform B um 164 

Aminosäuren am N-Terminus verkürzt; dabei wird der Progesteronrezeptor A mit 94 

kDa und der Progesterorezeptor B mit 114 kDa (Giangrande et al, 1997) bzw. 120 kDa 

(Mohamed et al., 1994) Molekulargewicht angegeben. Beim Schwein wiesen 

Slomczynska et al. (2000) die Isoform B mit 120 kDa und die Isoform A mit 86 kDa 

nach. 

Nach Sartorius et al. (1994) soll der bei der Isoform A fehlende Abschnitt aus 

164 Amionosäuren die Ursache für funktionelle Unterschiede der beiden 

Rezeptortypen sein; sie postulieren, dass auf diesem Segment eine dritte 

Transkriptions-Aktivierende Funktion liegt. Nach Mohamed et al. (1994) liegen beim 

Menschen beide Rezeptorformen in den Zielgeweben vor, so dass es  durch 

Dimerisierung zu Bildung von Homo- und Heterodimeren in Form von A/A, B/B und 

A/B kommen kann, die dann unterschiedlich die Transkription regulieren. 

Beide Progesteronrezeptorisoformen werden von demselben Gen kodiert, das 

Auftreten der zwei verschiedenen Formen liegt daran, dass bei der Translation 

derselben mRNA zwei verschiedenen Startkodonen benutzt werden (Vegeto et al., 

1993; Ogle et al., 1997; Peterson, 2000). Kastner et al. (1990) beschreiben für die 

beiden Promotoren eine Östrogenabhängigkeit.  

Dem humanen Progesteronrezeptor A wird überwiegend eine Transkriptions-

Repressorfunktion der DNA-Bindung zugesprochen, die sich auf alle 

Steroidhormonrezeptorarten erstreckt, wohingegen die Isoform B bei Progesteron 

abhängigen Genen als Transkriptionsaktivator wirkt. Auch Funktionsunterschiede in 

Abhängigkeit von der Spezies wurden beschrieben; so aktiviert der 

Progesteronrezeptor A beim Huhn die Transkription (Vegeto et al.,1993; Wen et al. 

1994; Giangrande et al, 1997). 

Eine dritte Progesteronrezeptorvariante wurde von Wei et al. (1996/1997) 

beschrieben. Diese am N-Terminus weiter verkürzte und mit C bezeichnete Isoform 
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hat beim Menschen ein Molekulargewicht von ca. 60 kDa. Auch diese Isoform C kann 

Heterodimere mit den A und B Varianten eingehen. 

Für eine weitere Isoform des Progesteronrezeptors, die Isoform S, beschreiben 

Hirata et al. (2000) eine neue cDNA und deren mRNA, die sie in ejakulierten 

Spermien des Mannes aber auch im Endometrium der Frau nachweisen konnten. Das 

Molekulargewicht der Isoform S wird von den Untersuchern auf 29 kDa geschätzt. 

Weitere Angaben zur Funktion liegen nicht vor. 

 

2.5.3.2 Östrogenrezeptoren 

Zur Zeit sind zwei Formen von Östrogenrezeptoren bekannt. Der als 

Östrogenrezeptor-α bezeichnete Rezeptor wurde 1962 von Jensen und Jacobsen 

entdeckt. Sie fanden ein intrazelluläres, uterines Protein, das in der Lage war, 

Estradiol-17β zu binden. In der Folge wurde dieser Rezeptor als Östrogen-, Estradiol- 

oder als klassischer Östrogenrezeptor bezeichnet. 

Nach der Entdeckung eines zweiten Östrogenrezeptors durch Kuiper et al. 

(1996) und Mosselmann et al. (1996) wurde der bisher bekannte Östrogenrezeptor als 

Östrogenrezeptor-α und der neu gefundene Rezeptor als Östrogenrezeptor-β 

bezeichnet. Mosselmann et al. (1996) entdeckten den Östrogenrezeptor-β beim 

Menschen, Kuiper et al. (1996) gelang es, diesen Rezeptor bei der Ratte zu klonieren. 

Zwischenzeitlich wurde der Rezeptor bei verschiedenen Spezies nachgewiesen, unter 

anderem auch beim Schwein und Rind (Slomczynska et al., 2001; Schuler et al., 2004 

submitted). 

Obwohl beide Östrogenrezeptoren denselben Liganden binden und ihr Aufbau 

eine hohe Homologie aufweist, werden sie von zwei unabhängigen Genen kodiert, die 

beim Menschen auf zwei verschiedenen Chromosomen lokalisiert und kodiert sind 

(Enmark et al., 1997). Das Gen des Östrogenrezeptors-β ist mit 40 Kilobasenpaaren 

deutlich kleiner als das den Östrogenrezeptor-α kodierende Gen, das ein Größe von 

140 Kilobasenpaaren hat. Beide Rezeptoren sind entsprechend dem Grundmuster von 

Steroidhormonrezeptoren aufgebaut (s. Abb. 2). Der humane Östrogenrezeptors-α 

umfasst 596 Aminosäuren, sein Molekulargewicht beträgt 67 kDa. Der 

Östrogenrezeptor-β umfasst 530 Aminosäuren und hat ein Molekulargewicht von 57 

kDa. Beide Östrogenrezeptoren weisen für die DNA-Bindungsdomäne einen hohen 

Homologiegrad von 96% auf, die Homologie der Ligand-Bindungsdomäne beträgt 
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58% (Mosselmann et al., 1996; Enmark et al., 1997; Ogawa et al., 1998). Bei 

Vergleichen der Aminosäuresequenzen innerhalb verschiedener Spezies sowohl des 

Östrogerezeptors-α (Engel, 1991; Green und Chambon, 1991), wie auch des 

Östrogenrezeptors-β (Rosenfeld et al., 1999) zeigte sich, dass auch hier eine hohe 

Homologie besteht. 

Desweiteren konnten Hirata et al. (2002) die cDNA einer neuen Isoform des 

Östrogenrezeptors-α im Hoden und Spermatiden des Mannes wie auch in weiteren 

Organen klonieren. Dieser als „Östrogenrezeptors-α Isoform S” bezeichnete Rezeptor 

hat eine Größe von 39 kDa, er besitzt eine unidentifizierte 5´Sequenz die von einem 

neuen als S-Exon bezeichneten Abschnitt codiert wird. 

Pace et al. (1997), Petterson et al. (1997) und Ogawa et al. (1998) zeigten, dass 

die Östrogenrezeptoren-α und β in der Lage sind, auch Heterodimere zu bilden. 

Kuiper et al. (1997) sehen darin einen dritten Weg der Signaltransduktion. Beide 

Östrogenrezeptoren haben eine ähnlich hohe Affinität zu Estradiol-17β. 

 

2.5.3.3 Regulation der Expression von PR und ER 

Die Expression von Progesteron- und Östrogenrezeptoren unterliegt einem 

komplexen Regelmechanismus. 

In zahlreichen Untersuchungen wurde gezeigt, dass Östrogene die Expression 

der eigenen Östrogenrezeptoren (Leavitt und Takeda, 1986; Bergman et al., 1992; Ing 

und Tornesi, 1997; Xiao und Goff, 1999) wie auch die der Progesteronrezeptoren 

aufregulieren (Katzenellenbogen und Norman, 1990; Aronica und Katzenellenbogen, 

1991; Kraus und Katzenellenbogen, 1993; Ing und Tornesi, 1997; Xiao und Goff, 

1999). Dabei liegt zugrunde, dass das Gen des Progesteronrezeptors Östrogenrezeptor 

vermittelt reguliert wird; so konnten Kraus et al. (1994) mehrere Östrogen 

„responsive“ Regionen im Gen des Progesteronrezeptors lokalisieren. Allerdings 

konnte auch nachgewiesen werden, dass Östrogene in der Lage sind, die Expression 

ihres eigenen Rezeptors zu reduzieren (Perrot-Applanat et al. 1994; Kraus und 

Katzenellenbogen, 1993; Parandoosh et al., 1995). Generell gilt jedoch, dass die 

Östrogenrezeptoren nicht nur durch Östrogene sondern durch das Progesteron negativ 

beeinflusst werden; das heißt, erhöhte Progesteronkonzentrationen unterdrücken durch 

Phosphorylierung die Expression von Östrogenrezeptoren (Leavitt und Takeda, 1986; 

Evans und Leavitt, 1980; Perrot-Applanat et al., 1994). Bei hoher 
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Progesteronkonzentration wird daher auch eine durch Östrogene induzierte Expression 

des Progesteronrezeptors gehemmt (Katzenellenbogen, 1980; Leavitt und Takeda, 

1986; Kraus und Katzenellenbogen, 1993; Xiao und Goff, 1999). 

Neben der Östrogen-abhängigen Expression des Progesteronrezeptors wird 

diese aber offensichtlich auch durch Progesteron reguliert, da Progesteron im 

Deziduagewebe bei Ratten die Expression des Progesteronrezeptors förderte (Ogle et 

al., 1990/1998). Weitere Informationen über derartige „gewebsspezifische“ 

Regulationsmechanismen konnten nicht gefunden werden. 

 

2.5.4 Nichtgenomische Wirkungen von Steroidhormonen 

Neben den oben beschriebenen genomischen Wirkungen, bei denen es nach der 

Hormon-Rezeptorbindung zu einer DNA-Transskription und mRNA-Translation 

kommt, sind auch noch sogenannte nichtgenomische Wirkungen bekannt. Bei diesen 

findet im Gegensatz zu genomischen Wirkungen keine Transskription statt, daher 

lassen sich diese Wirkungen nicht durch Transskriptions- und Translationsinhibitoren 

wie Cykloheximid und Aktinomycin D hemmen. Charakteristisch ist der deutlich 

schnellere Wirkungseintritt als bei genomischen Wirkungen. 

Bei nichtgenomischen Wirkungen wird unterschieden zwischen spezifischen, 

rezeptorvermittelten und unspezifischen, nicht rezeptorvermittelten Wirkungen. 

Spezifische, nichtgenomische Wirkungen sind abhängig von der Art und Affinität, 

sowie der Bindungskapazität des jeweiligen Rezeptors; nichtspezifische, 

nichtgenomische Wirkungen hingegen benötigen eine hohe Ligandenkonzentration 

und ergeben sich aus Wechselwirkungen zwischen Ligand und der Lipophilie sowie 

Polarität der Zellmembranen (Wehling, 1997). Eine der ersten, die auf solche 

nichtgenomische östrogenvermittelte Wirkung hinweisen, sind Jungblut et al. (1991). 

Für Progesteron konnte ein fördernder Einfluß auf die Akrosomenreaktion der 

Spermien bei Mann (Meinzel und Turner, 1991; Sabeur et al., 1996), Hengst (Cheng et 

al., 1998) und Rüden (Sirivaidyapong et al., 1999/2001) als nichtgenomische Wirkung 

nachgewiesen werden. Hierzu bindet Progesteron an einen Rezeptor, der in der 

Plasmamembran der Spermien lokalisiert ist. Die folgende Akrosomenreaktion wird 

sehr rasch, beim Mann innerhalb einer Minute (Meinzel und Turner, 1991), durch eine 

Beschleunigung des Kalzium- und Chloridionenaustauschs der Zelle vermittelt. 

Eine Aktivitätssteigerung der Leydigzellen bei der Steroidsynthese wiesen 

Rossato et al. (1999) als spezifische, nichtgenomische Wirkung von Progesteron nach, 
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bei der es infolge der Rezeptorbindung an der Plasmamembran durch schnellen 

Natriumioneneinstrom zu einer Depolarisation der Zelle kommt. 

Desweiteren werden für Östrogene nichtgenomische Wirkungen beschrieben. 

Morley et al. (1992) konnten beim Huhn nachweisen, dass Estradiol-17α, Estradiol-

17β, Estron und Estriol einen steigernden Effekt der intrazellulären 

Kalziumfreisetzung aus Granulosazellen hat. 

Auch bei der Steuerung des Blutdrucks spielen Östrogen induzierte 

nichtgenomische Wirkungen eine Rolle; so tritt nach Östrogenbindung, durch 

Blockade der Kalziumkanäle und Hemmung der extrazellulären Kalziummobilisation, 

eine Vasodilatation ein (Farhat et al., 1996). Cho et al. (2003) beschreiben hingegen 

einen Kalziumeinstrom in die Endothelzellen; der zu einem Anstieg der 

Stickoxidproduktion mit anschließender Vasodilatation führt. 

Braun und Thomas (2003) beschreiben eine dosisabhängige, 

rezeptorvermittelte Reduzierung der Estradiol-Produktion der Ovarien beim Atlerfisch 

durch Androgene. 
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3. Material und Methoden 

3.1. Versuchsaufbau 

Zur Verfügung standen die Hoden von je 5 Ebern im Alter von 50, 100, 150, 

200 und mehr als 250 Tagen. Nach der Gewinnung wurde das Gewebe für die 

Immunhistochemie und den mRNA-Nachweis konserviert mit dem Ziel, die 

Expression des Progesteronrezeptors auf mRNA- und Proteinebene darzustellen. In 

Ergänzung dazu sollte auch der Versuch des Nachweises der Expression des 

Östrogenrezeptors-α auf mRNA-Ebene unternommen werden. 

 

3.2. Tiermaterial und Kontrollgewebe 

Genutzt wurde das Hodengewebe von 25 geschlechtsgesunden Ebern 

unterschiedlicher Rassen. Die Tiere stammen sowohl aus dem Patientengut der Klinik 

für Geburtshilfe, Gynäkologie und Andrologie der Groß- und Kleintiere mit 

tierärztlicher Ambulanz der Justus-Liebig-Universität Giessen, als auch aus dem 

Tierbestand der Lehr- und Forschungsstation Oberer Hardthof der Justus-Liebig- 

Universität Giessen. 

Für Positivkontrollen wurde Uterus bzw. Endometrium von Schlachtschweinen 

verwandt, die am Schlachthof Giessen geschlachtet worden waren. 

 

3.3. Orchidektomie 

Die Narkose der 50 Tage alten Eber erfolgte mittels intramuskulärer Injektion 

einer Kombination aus 20 mg/kg KGW Azaperon (Stresnil®), 0,5 mg/kg KGW 

Levomethadon (Polamivet®) und 20 mg/kg KGW Ketamin. 

Zur Narkose der älteren Eber wurde ein venöser Zugang in die Vena auricularis 

gelegt, über den das Narkotikum Surital® als vierprozentige oder zehnprozentige 

Lösung in einer Dosierung von 17,4 mg /kg KGW injiziert wurde. 

Präscrotal wurde ein Schnitt in der Medianen geführt, in die Wunde wurde ein 

Hoden von caudal aus dem Skrotum vorgelagert und für eine unbedeckte Kastration 

freipräpariert. Nach Aufsetzen einer Klemme auf den Samenstrang (Funiculus 

spermaticus) wurde dieser mit einer Durchstichligatur zweimal ligiert und der Hoden 

mit einem Emaskulator abgesetzt. Der zweite Hoden wurde in gleicher Weise durch 

den vorhanden Schnitt entfernt, anschließend wurde die Wunde mit liegenden U-

Heften verschlossen. 
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3.4. Fixierung und Einbettung der Proben für die Immunhistochemie 

Die Hoden wurden mit PBS-Puffer (pH 7,5) gespült, und das Hodengewebe 

mit einer Skalpellklinge in Würfel mit circa 10 mm Kantenlänge geschnitten. Die 

Gewebestücke wurden zur Fixation für 20-24 Stunden in 4%-igem Formol nach Lillie 

(1951) fixiert. Danach wurden sie bis zur Einbettung in Paraffin eine Woche mit 

einem 0,1 M Natriumphosphatpuffer (pH 7,2) gewaschen. Die Einbettung in Paraffin 

geschah mit einem Einbettungsautomaten am „Institut für Veterinäranatomie der 

Justus-Liebig-Universität Gießen“ (Gerät: Einbettungsautomat Microm Laborgeräte 

GmbH, Heidelberg mit dazugehörigem Histoembedder EG1160 Leica Instruments 

GmbH, Nussloch). Der als positives Kontrollgewebe dienende Uterus wurde in 

gleicher Weise behandelt. 

 

3.5. Immunhistochemische Darstellung des Progesteronrezeptors 

Der immunhistochemische Nachweis des Progesteronrezeptors erfolgte in 

Anlehnung an die bei Hoffmann und Büttner (1998) und Schuler et al. (1999) 

beschriebenen Methoden. 

 

3.5.1 Vorbereitung 

3µm starke Gewebeschnitte wurden auf mit Aminopropyl-triethoxysilan 

(APES) beschichteten Objektträgern aufgezogen und 24 Stunden bei 37°C im 

Wärmeschrank getrocknet. Danach wurden die Präparate in einer absteigenden Xylol-

Ethanol-Reihe entparaffiniert und rehydriert. Die Entparaffinierung erfolgte 2 x 20 

Minuten in reinem Xylol, daran anschließend folgte die Rehydrierung für 2 x 10 

Minuten in reinem Ethanol und dann absteigend für jeweils 5 Minuten in 96%-igem, 

80%-igem, 70%-igem und 50%-igem Ethanol. An die Alkoholreihe schloß sich eine 

Spülung von 5 Minuten in Aqua dest. an. 

Nach Durchlaufen der Alkoholreihe wurden die Schnitte für die 

immunhistologische Nachweisreaktion vorbereitet. Da das zur Fixierung des Gewebes 

eingesetzte Formol die Epitope der Rezeptoren vernetzt, müssen diese zur Steigerung 

ihrer Antigenität demaskiert werden. Dazu wurden die Schnitte bei Raumtemperatur 

für 5 Minuten in Citratpuffer (10mM, pH 6,0) inkubiert und anschließend für 3 x 5 

Minuten in der Mikrowelle bei 560 Watt in vorgeheiztem Citratpuffer gekocht, 

während des Kochens verdunstete Flüssigkeit wurde mit Aqua dest. ersetzt, um eine 
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Aufkonzentrierung der Citratpufferlösung und gleichzeitig ein Austrocknen der 

Schnitte zu verhindern. Nach dem Kochen verblieben die Schnitte für 20 Minuten bei 

Raumtemperatur in der erhitzten Citratpufferlösung, sie wurden im Anschluß daran 2 

x 2 Minuten in Aqua dest. gespült. 

Um die im Gewebe enthaltenen endogenen Peroxidasen zu deaktivieren, 

wurden die Schnitte danach über fünf Minuten in einer 2%-igen 

Wasserstoffperoxidlösung inkubiert. Hierauf folgte eine jeweils fünfminütige Spülung 

mit Aqua dest. und PBS-Puffer (pH 7,2). Danach wurden die Objektträger in eine 

feuchte Kammer gelegt und die noch anhaftende Restflüssigkeit abgesaugt. 

Zur Blockierung unspezifischer Proteinbindungsstellen wurden die Schnitte 

danach für 45 Minuten mit 10%-igem, inaktivierten Pferdeserum in PBS-Puffer 

überschichtet. Zur gleichzeitigen Inaktivierung des im Hodengewebe enthaltenen 

endogenen Biotins wurden dem Pferdeserum je Milliliter Lösung vier Tropfen der 

Avidin-Lösung eines Avidin-Biotin-Blocking Kit zugesetzt. Dazu wurde zuvor die 

PBS-Puffer-Serumlösung um die Menge an zuzusetzender Avidin-Lösung vermindert. 

 

3.5.2 Rezeptornachweis 

Die immunhistochemische Darstellung des Progesteronrezeptors erfolgte 

mittels einer indirekten Immunperoxidase-Färbung. Zur Verstärkung des 

Bindungssignals wurde die Avidin-Biotin Technik nach Sternberger (1967) 

angewandt. 

Nach Absaugen der Blockierungslösung (s.o.), wurden die Schnitte mit einem 

progesteronrezeptorspezifischen monoklonalen Primärantikörper überschichtet und für 

20–24 Stunden bei 4°C in einer feuchten Kammer im Kühlschrank inkubiert. Der in 

PBS-Puffer gelöste Primärantikörper war das murine IgG2α (Proteingehalt 70µg/ml) 

mit der Klonbezeichnung 10A9. Der Antikörper ist gegen die Aminosäuren 922 –933 

des hochkonservierten Carboxyendes der Hormonbindungsdomäne E des humanen 

Progesteronrezeptors gerichtet. Er ist daher in der Lage, alle Isotypen von 

Progesteronrezeptoren zu binden. Zur zehnprozentigen Antikörperlösung wurden nach 

Entnahme von 4 Tropfen PBS-Puffers je Milliliter vier Tropfen der Biotin-Lösung des 

Avidin-Biotin-Blocking Kit zugegeben.  

Die Inkubation wurde mit dem Absaugen der Primärantikörper-PBS-Lösung 

von den Schnitten beendet. Danach wurden die Präparate nach folgendem Schema mit 
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einer 0,1 prozentige Tween 20-PBS-Lösung unter Schütteln gespült: 1x fünf Minuten, 

1x zwanzig Minuten, 1x fünfzehn Minuten. Es folgte eine weitere Waschung in 

reinem PBS-Puffer für nochmals fünf Minuten. 

Zur Detektion des an die spezifischen Epitope  gebundenen Primärantikörpers, 

wurden die Präparate im nächsten Schritt mit einem vom Pferd stammenden und 

gegen Maus IgG gerichteten biotinylierten Sekundärantikörper (Verdünnung 1:200) 

überschichtet und für 30 Minuten bei Raumtemperatur in einer feuchten Kammer 

inkubiert. Nach der Inkubation wurde die Antikörperlösung abgesaugt und die 

Objektträger in der oben beschriebenen Weise gespült. Danach wurden die Präparate 

30 Minuten bei Raumtemperatur in einer feuchten Kammer mit einem Peroxidase-

konjugiertem Avidin-Biotin-Komplex (Verdünnung: 1:55,5) inkubiert, wonach die 

Lösung abgesaugt und die Schnitte erneut nach obigem Schema gewaschen wurden. 

Zur Sichtbarmachung des an den Sekundärantikörper gebundenen Avidin-Biotin-

Komplexes folgte eine ein bis zwei minütige Inkubation in einer frisch angesetzten 3-

3`Diaminobenzdin-Lösung (DAB). Hierzu wurden 100mg DAB in 200ml Imidazol-

Puffer gelöst und durchfiltriert, kurz vor der Inkubation wurden noch 70µl einer 30%-

igen H2O2-Lösung zugegeben. Im Anschluß daran wurden die Präparate 2 x 10 

Minuten in Aqua dest. gewaschen und eine Sekunde in 1:2 verdünntem Haematoxylin 

nach Harris gegengefärbt und 15 Minuten in fließendem Leitungswasser „gebläut“. 

Eingedeckt wurden die Präparate indem einige Tropfen KAISERS Glyceringelatine 

auf die Schnitte getropft und ein Deckglas aufgelegt wurde; die überschüssige 

Gelantine wurde entfernt. Zur Härtung des Eindeckmediums wurden die Objektträger 

in den Kühlschrank gelegt. 

Kontrollproben: Zur Überprüfung auf unspezifische Färbungen wurde von 

jeder Gewebeprobe eine negative Kontrolle durchgeführt. Dazu wurde anstatt des 

spezifischen Primärantikörpers ein irrelevantes (Nonsense) Maus- IgG2α (Klon 7T4-

1F5) in der Verdünnung 1µl:1419µl PBS-Puffer eingesetzt.  

Die Positivkontrolle wurde wie Hodengewebe behandelt. 

 

3.5.3 Qualitative und Quantitative Auswertung der Immunhistochemie 

Die Immunhistologischen Schnitte wurden lichtmikroskopisch bei 400-facher 

Vergrößerung stets durch die gleiche Person beurteilt und digitalphotographisch 
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erfasst; die Auszählung und Differenzierung der einzelnen Zellen geschah zum Teil 

mittels Ölimmersion bei 1000-facher Vergrößerung.  

Progesteronrezeptor-positive Zellen waren eindeutig an dem braunen Präzipitat 

im Bereich des Zellkerns zu erkennen. 

Da die Auswertung vor allem das Keimepithel betraf, wurden zur Auszählung 

Progesteronrezeptor-positiver Zellen nur Tubuli seminiferi herangezogen, die 

annährend kreisrund angeschnitten waren, um eine möglichst gleichmäßige Verteilung 

der Zellen bei der Auszählung zu gewährleisten. 

Im Hinblick auf das Alter der Eber und damit dem Entwicklungszustand der 

Hoden und das sich daraus ergebende histologische Bild, konnte zwischen drei 

Gruppen differenziert werden: 

 

Gruppe A: Präpubertäre Tiere 

Hierunter fielen die fünf 50 Tage alten Eber sowie drei 100 Tage alte Tiere, bei 

denen die Tubuli seminiferi noch kein Lumen aufwiesen und die Wanderung der 

Präspermatogonien an die Basalmembran noch nicht abgeschlossen war. Erfasst wurde 

der Prozentsatz der den Progesteronrezeptor exprimierenden Präspermatogonien, 

indem mindestens 150 Präspermatogonien ausgezählt wurden. 

Bei den Gesichtsfeldern zur Auszählung der Präspermatogonien wurde auch 

die Gesamtzahl der Sertolizellen erfasst und der Anteil der Progesteronrezeptor-

positiven Zellen bestimmt. 

 

Gruppe B: Geschlechtsreife Tiere 

In diese Gruppe fielen alle 200 und mehr als 250 Tage alten Tiere, bei denen 

sich ein ungestörter Ablauf der Spermatogenese zeigte. Um mögliche Abhängigkeiten 

der Expression des Progesteronrezeptors von der Spermatogenese zu erkennen, 

erfolgte in Anlehnung an den Keimepithelzyklus eine Einteilung der Spermatogenese 

in drei Phasen, denen die jeweiligen Befunde zugeordnet wurden. Die einzelnen 

Phasen waren durch folgende Zuordnung charakterisiert (s. Abb. 4): 

 

Phase I:  A-Spermatogonien, pachytäne Spermatozyten, runde Spermatiden und 

Spermatiden in der Elongation mit viel Zytoplasma 
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Phase II: A-Spermatogonien, B-Spermatogonien, pachytäne Spermatozyten, runde   

Spermatiden und elongierte Spermatiden kurz vor der Abgabe in das 

Tubuluslumen 

Phase III: A-Spermatogonien, präleptotäne, leptotäne, pachytäne und diplotäne 

Spermatozyten, runde oder sich elongierende Spermatiden 

 

Zur quantitativen Bewertung wurden jeweils 150 A-Spermatogonien, in Phase 

II zusätzlich noch 150 B-Spermatogonien ausgezählt und der Anteil 

Progesteronrezeptor-positiver Zellen berechnet. 

Wie bei Gruppe A wurden pro Gesichtsfeld auch die Sertolizellen ausgezählt 

und der Anteil Progesteronrezeptor-positiver Zellen berechnet. 

Um eine subjektive Beeinflussung bei der Auszählung der Präparate, 

insbesondere durch die altersabhängig verschiedene Morphologie zu vermeiden, 

wurde die Reihenfolge der Auszählung der Präparate nach dem Zufallsprinzip 

vorgenommen. 
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Abb. 4: Zuordnung des Ablaufs des Keimepithelzyklus zu den Phasen I, II, III am Hoden 

eines geschlechtsreifen 200 Tage alten Ebers; bei 400- facher Vergrößerung nach 

immunhistochemischer Darstellung des PR; (A-/B-Spermatogonien gefärbt und ungefärbt) 

A- Spermatogonie         , B-Spermatogonie        , pachytäne Spermatozyte        , 

runde Spermatide        , elongierte Spermatide        
 41
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Gruppe C: Tiere in der Pubertät 

Diese umfasste zwei der 100 Tage alten Tiere sowie alle 150 Tage alten Tiere, 

bei denen aufgrund des Entwicklungsstandes der Tubuli seminiferi contorti eine 

eindeutige Zuordnung nach „präpubertär“ nicht mehr und nach „geschlechtsreif“ noch 

nicht möglich war. Die Auswertung dieser Gruppe erfolgte deskriptiv. 

 

3.5.4 Statistische Verfahren 

Die statistische Auswertung der quantitativ ermittelten und in Prozent 

angegebenen Zahlenwerte für gefärbte Spermatogonien und Sertolizellen wurde in 

Kooperation mit der Arbeitsgruppe „Biomathematik und Datenverarbeitung des 

Fachbereichs Veterinärmedizin der Justus-Liebig-Universität Gießen“ durchgeführt. 

Es wurde das Statistikprogramm BMDP/Dynamic, Release 7.0 (Dixon, 1993) 

verwendet. 

Zur Bewertung der Expression des Progesteronrezeptors in den zentralen und 

basalen Präspermatogonien in den Hoden der juvenilen 50 und 100 Tage alten Tiere 

wurde eine zweifaktorielle Varianzanalyse mit Messwiederholung im Faktor Position 

durchgeführt. Aufgrund der rechtsschiefen Verteilung der in Prozent erfassten Werte 

musste vor der Varianzanalyse jeder einzelne Wert zuerst Arcus-Sinus-transformiert 

werden. Bei der Bewertung der Gesamtpräspermatogonienzahl der juvenilen Tiere im 

T-Test für unabhängige Stichproben wurde keine Transformation durch geführt. 

Bei der Bewertung der Gesamtsertolizellzahl der juvenilen Eber mit einem T-

Test für unabhängige Stichproben musste ebenfalls eine Arcus-Sinus-Transformation 

durchgeführt werden. 

Bei den adulten 200 Tage und 250 Tage alten Tieren wurde zur Bewertung der 

Progesteronrezeptorexpression in den A-Spermatogonien in Abhängigkeit zum 

Spermatogenesestadium und dem Alter der Tiere eine zweifaktorielle Varianzanalyse 

mit Messwiederholung im Faktor Phase durchgeführt. Zum Vergleich der Expression 

des Progesteronrezeptors in den A- und B-Spermatogonien der Phase II wurde eine 

zweifaktorielle Varianzanalyse mit Messwiederholung im Faktor Typ angewandt. 

Auch für die statistische Bearbeitung der Sertolizellverteilung mussten die 

erhaltenen Daten zuvor Arcus-Sinus-transformiert werden. 
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Auch hier wurde für die phasenabhängige Beurteilung eine zweifaktorielle 

Varianzanalyse mit Messwiederholung im Faktor Phase und für die 

Gesamtsertolizellzahl der T-Test für unabhängige Stichproben durchgeführt. 

In den Fällen, in denen eine Arcus-Sinus-Transformation durchgeführt werden 

musste wurde folgende Formel verwandt: 

 

arc sin =    Prozentzahl / 100 

 

Zur Darstellung der jetzt dimensionslosen Mittelwerte und 

Standardabweichungen wurden diese nach folgender Formel in eine Prozentzahl 

rücktransformiert, die im Text angegebenen Mittelwerte [ ± SD] entsprechen 

demzufolge nicht dem normalen arithmetischen Mittelwert, sondern sind entsprechend 

als „rt ± SD“ zu verstehen. 

 

Prozentzahl = [sin (X)]2 x 100 
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3.6. Nachweis der Expression des Progesteronrezeptors und des Östrogenrezeptors-α 

mittels RT-PCR 

Für diesen qualitativen Nachweis erfolgten die Untersuchungen an jeweils 

einem Hoden aus jeder Altersgruppe. 

 

3.6.1 Extraktion der mRNA 

 

3.6.1.1 Aufarbeitung des Gewebes 

Die bei der Kastration gewonnenen Hoden wurden in einem eiskalten PBS-

Puffer (pH 7,5) gespült. Die Gewebestücke wurden auf Eis aus dem Parenchym des 

Hodens so präpariert, dass keine Tunica albuguinea, kein Rete testis und keine Anteile 

des Nebenhodens anhafteten. Gewebestücke mit einer Größe von etwa 1 cm x 1 cm x 

1 cm wurden in dreilagige Aluminiumfolie gewickelt, in flüssigem Stickstoff 

schockgefroren und bis zur Weiterverarbeitung bei -85°C gelagert. 

 

3.6.1.2 Gewinnung und Verdünnung der mRNA 

Die bei –85°C gelagerten Gewebeproben wurden im gefrorenen Zustand grob 

zerkleinert und dabei immer wieder in flüssigen Stickstoff getaucht. Danach wurde die 

mRNA Aufreinigung nach dem RNeasy-Mini-Kit Protokoll der Firma Qiagen® 

(Qiagen, 2001) vorgenommen. 

Von den Gewebestückchen wurden 20mg in ein RNasefreies PCR-Röhrchen 

eingewogen und dann mit 600µl RLT-Puffer® überschichtet, dem zuvor zur besseren 

Lösung der RNA aus dem Gewebe 10µl β-Mercaptoethanol je Milliliter zusetzt 

worden waren. Weiterhin enthält der RLT-Puffer® Guanidinthiocyanat zur 

Verminderung der im Gewebe enthaltenen RNasen. 

Mit einem Ultra-Turrax® (T8–Homogenisator, S8 N-5G Einsatz) wurde das 

Gewebe homogenisiert; das erhaltene Homogenat wurde drei Minuten lang bei 10285g 

zentrifugiert und der Überstand zusammen mit 600µl 70%-igem Ethanol in ein neues 

PCR-Röhrchen verbracht (der Alkoholzusatz verbessert im nächsten Schritt die 

Bindung der RNA an die Silica-Gel Membran der Aufreinigungssäule). Danach wurde 

die Lösung zur weiteren Isolierung der RNA auf eine entsprechende 

Aufreinigungssäule aufgetragen. Über eine Zentrifugation von 15 Sekunden bei 8000g 
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wurde die flüssige Phase abgeschieden, die RNA blieb an die Silica-Gel Membran der 

Aufreinigungssäule gebunden. Die gebundene RNA wurde nun mit 350µl RW-1 

Puffer® gewaschen (Zentrifugation bei 8000g über 15 Sekunden), wonach zur 

Verminderung möglicher DNasen die noch an der Silica-Gel-Membran gebundene 

RNA bei Raumtemperatur über 15 Minuten mit einem Gemisch aus 70µl RDD-

Puffer® und 10µl DNase I® inkubiert wurde. Hierauf folgte zur Entfernung der DNase 

Lösung eine erneute Zentrifugation über 15 Sekunden bei 8000g mit 350µl RW-1 

Puffer®. Nach Umsetzen der Aufreinigungssäule in ein neues PCR-Röhrchen, wurde 

diese nochmals mit 500µl ethanolhaltigem RPE-Puffer® gespült (Zentrifugation bei 

8000g über 15 Sekunden); es folgte eine anschließende Reinigung mit 500µl RPE-

Puffer® (Zentrifugation bei 8000g für zwei Minuten). Hierauf folgte die Trocknung 

der Säule mit einer einminütigen Zentrifugation bei 10285g. Zur Eluierung der mRNA 

wurde die Säule in ein 1,5ml PCR-Röhrchen gesetzt und zweimal mit 30µl RNase-

freiem Wasser für eine Minute bei 8000g zentrifugiert. 

Danach wurde die erhaltene mRNA mit einem Eppendorf-BioPhotometer 6131 

mit den Wellenlängen 230nm, 260nm und 280nm gemessen und ihre Konzentration in 

Mikrogramm pro Milliliter sowie ihre Reinheit bestimmt. Ein Teil der mRNA wurde 

mit DEPC Wasser auf 200µg pro Milliliter verdünnt. Die reine mRNA wurde bei -

85°C tiefgefroren und die verdünnte mRNA in der RT-PCR weiterverarbeitet. 

 

3.6.2 Durchführung der RT-PCR 

 

3.6.2.1 Primer 

Zum Nachweis der Expression des Progesteronrezeptors in porcinem Gewebe 

wurde auf das von Ying et al. (2000) beschriebene Primerpaar zurückgegriffen. Dieses 

war bereits erfolgreich zum Nachweis des Progesteronrezeptors bei 

Schweineembryonen eingesetzt worden und wurde ursprünglich beim Huhn cloniert 

(Connely et al., 1986; Jeltsch et al., 1986). Vorwärts- und Rückwärtsprimer 

entsprechen zu 100% der porcinen Progesteronrezeptorsequenz.  

Der Progesteronrezeptor-Vorwärts-Primer hat eine Schmelztemperatur von Tm = 

62,1°C, eine Molmasse von 6606 g/mol und die Basenfolge 5´-CCT AGC TCA CAG 

CGT TTC TAC C-3´; der Progesteronrezeptor-Rückwärts-Primer hat die Basenfolge 

5´-CAT CCC TGC CAA TAT CTT GG-3´, eine Schmelztemperatur von Tm = 57,3°C 
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und eine Molmasse von 6028 g/mol. Die mit ihrer Hilfe amplifizierte Sequenz hat ein 

Größe von 179 Basenpaaren. 

Zum Nachweis der Expression des Östrogenrezeptor-α im Eberhoden wurde 

ein Primerpaar eingesetzt, bei dem die Basenfolge des Vorwärts- und Rückwärts-

Primers zu 100% der entsprechenden Sequenz des porcinen Östrogenrezeptors-α 

entspricht. 

Der Vorwärts- Primer hat eine Schmelztemperatur von Tm = 55,3°C und eine 

Molmasse von 6163 g/mol; seine Basenabfolge ist 5´-GAG ATC CTG ATG ATT 

GGT CT-3´. Der Rückwärts-Primer hat eine Molmasse von 6062 g/mol, eine 

Schmelztemperatur von Tm = 59,4°C; die Basenabfolge ist 5´- CAT CTC CAG CAG 

CAG GTC AT-3´. Dieser Östrogenrezeptor-α-Primer wurde auch beim Rind 

eingesetzt (Malayer et al., 1998) und erzeugte dort ein 477 Basenpaare großes 

Fragment der Hormonbindungsdomäne. 

 

3.6.2.2 Probeninterne Kontrolle 

Zur Kontrolle des Ablaufs der RT-PCR wurde die Expression von dem zur 

Gruppe der „Housekeeping gene“ gehörenden β-Aktin herangezogen. 

Mit einer Schmelztemperatur von Tm = 61,4°C und einer Molmasse von 6118 

g/mol ist die Basenfolge des β-Aktin Vorwärts-Primers 5´-GAG CTA TGA GCT 

GCC TGA CG-3´; die Basenabfolge des β-Aktin Rückwärts-Primers ist bei der 

Schmelztemperatur Tm = 61,4°C und der Molmasse von 6158 g/mol 5´-AGC ACT 

TGC GGT CCA CGA TG-3´. Die von Vorwärts- und Rückwärts-Primer amplifizierte 

cDNA umfasst 410 Basenpaare. 

Auch dieser Primer wurde bereits erfolgreich bei Schweineembryonen 

verwandt (Ying et al., 2000; Wu et al., 1992). 

 

3.6.2.3 One Step RT-PCR 

Alle Untersuchungen wurden im Doppelansatz durchgeführt. 

Die reverse Transskription der mRNA und die sich daran anschließende 

Amplifikation der cDNA wurden mit Hilfe des One-Step-RT-PCR Kit gemäß dem 

Protokoll der Herstellerfirma (Qiagen, 1999) in einer einzigen Reaktion durchgeführt. 

Jeder Reaktionsansatz setzte sich wie folgt zusammen: 1,5µl mRNA, 

(entspricht 300ng mRNA); 10µl RT-PCR-Puffer; 2µl dNTP-Fertigmischung; 1µl 
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Primergemisch (entweder für den Progesteronrezeptor, den Östrogenrezeptor-α oder 

β-Aktin) bestehend aus Vorwärts- und Rückwärts-Primer in einer Konzentration von 

zusammen 10pmol/µl; 2µl RT-PCR Enzymmischung; 0,25µl RNase-Inhibitor. Jeder 

Reaktionsansatz wurde auf ein Gesamtvolumen von 50µl mit RNase-freiem Wasser 

aufgefüllt. 

Dabei wurde so vorgegangen, dass alle Reagenzien – bis auf die mRNA der 

einzelnen Gewebeproben – mit der Anzahl der Proben multipliziert und gemischt 

wurden; das Gemisch wurde danach auf die Reaktionsgefäße verteilt, als letztes folgte 

dann die Zugabe der mRNA (1,5µl). 

Anstelle der mRNA wurden bei jedem Ansatz einmal 1,5µl Wasser als 

negative Kontrolle eingesetzt. Danach wurden die Reaktionsansätze in den Thermo 

Cycler überführt (Biometra Personal Cycler 20 mit Heizdeckel) und folgendem 

Temperaturregime unterzogen. 

a) Zur Reversen Transskription wurden die Proben über 30 Minuten auf 50°C 

aufgeheizt; die danach folgende Inaktivierung der Reversen Transskriptase erfolgte 

durch einen weiteren Temperaturanstieg auf 95°C über 15 Minuten. 

b) Die cDNA wurde eine Minute bei 94°C denaturiert, das Primerannealing, 

d.h. die Anlagerung der Primer an die cDNA-Einzelstränge, erfolgte dann bei 55°C 

und einer Minute Reaktionsdauer, gefolgt von einer eine Minute dauernden Elongation 

der Primer bei 72°C. Diesen Temperaturzyklus (55°C/72°C) durchliefen die Proben 

insgesamt 35 Mal. Hieran folgte eine abschließende Polymerisation von 10 Minuten 

bei 72°C und danach eine Kühlung der erhaltenen Amplifikate auf 4°C. 

 

3.6.3 Elektrophoretische Auftrennung der Amplifikate 

Die erhaltenen Amplifikate wurden in einem 2%-igen 

Ethidiumbromidagarosegel elektrophoretisch aufgetrennt. 

 

3.6.3.1 Anfertigung des Ethidiumbromidagarosegels 

1,82g Agarose wurden mit 91 ml Tris-Borsäure-EDTA Puffer (TBE-Puffer) 

gemischt und durch zweimaliges Aufkochen in der Mikrowelle bei 560 Watt gelöst. 

Unter leichtem Schwenken wurde die Lösung zunächst abgekühlt, wonach 

1,9µl Ethidiumbromid zugesetzt wurden [das Ethidiumbromid interkaliert mit den 

Basen der Nukleinsäuren und leuchtet nach Anregung durch UV-Licht orange auf; die 
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Position der Nukleinsäuren im Gel kann somit erkannt werden (Gassen und Schimpf, 

1999)]. Das dann noch flüssige Gel wurde in eine mit einem Kamm versehene 

Gießkammer gegossen. 

 

3.6.3.2 Elektrophorese 

Nach Erstarren des Gels wurde der Kamm entfernt, das Gel entnommen und in 

eine horizontale submarine Elektrophoresekammer gelegt, wo es mit TBE-Puffer 

überschichtet wurde. Die im Gel vorhanden Taschen wurden mit 15µl cDNA − 

gemischt mit 1,5µl Ladepuffer − beschickt. Für den Marker (Gene RulerTM) wurden 

7µl DEPC-Wasser und 1,5µl Ladepuffer mit 1,5µl eines 100 Basenpaarmarkers der 

Konzentration 100ng DNA/µl angesetzt. Der Marker und die Probenlösungen wurden 

nacheinander in die Taschen des Gels pipettiert.  

Die Auftrennung der DNA erfolgte über 35 Minuten im elektrischen Feld bei 

125 V und 300 mA Gleichstrom (Gassen und Schimpf, 1999). 

 

3.6.3.3 Gelauswertung 

Zur Sichtbarmachung der „DNA-Banden“ wurde das Gel in einen Illuminator 

der Firma Biostep® verbracht und dort mit UV-Licht (365 nm) bestrahlt. Das Gel mit 

dem sichtbar gemachten Bandenmuster wurde mit einer Pieper FK 7512 IQ-IR 

Kamera, die an einen AMD K6 III Computer mit dem Betriebssystem Windows NT 

angeschlossen war, aufgenommen. Die für die Kamera notwendige Software war das 

Programm Phoretix Grabber 3.01. 

 

3.6.4 Sequenzierung der Amplifikate 

Zur Überprüfung, ob die nach Durchführung der RT-PCR erhaltenen 

Amplifkate der Sequenz des porcinen Progesteronrezeptor bzw. Östrogenrezeptors-α 

entsprachen, wurde die cDNA aufgereinigt und sequenziert. Für den 

Progesteronrezeptor erfolgte dies anhand eines Amplifikates der 250-Tage Gruppe, für 

den Östrogenrezeptor-α anhand eines Amplifikates der 50-Tage Gruppe. Entsprechend 

wurden Amplifikate aus dem als Kontrollgewebe verwendeten Endometrium 

untersucht. 

Die Aufreinigung und Sequenzierung geschah in einem kommerziellen Labor 

der Firma Qiagen®, das hierzu 25µl der erhaltenen cDNA jeder Probe und 10µl Primer 
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in einer Konzentration von 10pmol/µl benötigte. Qiagen® arbeitet mit der von Sanger 

et al. (1977) entwickelten Methode (Qiagen, 1998), bei der die zu sequenzierende 

DNA als Matritze für die neuzubildende DNA dient. An ihr werden Deoxynukleotide 

und markierte Dideoxynukleotide eingebaut, die anschließend sichtbar gemacht 

werden. An den Stellen der eingebauten Dideoxynukleotide bricht die Verlängerung 

ab. Durch Vergleich der Teilstücke wird die Basenabfolge ermittelt. Diese Nukleotide 

können mit Radioisotopen, Chemilumineszensfarbstoffen und Fluoreszensmarkern 

markiert sein. 
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3.7. Materialien und Geräte 

 

3.7.1 Immunhistochemie 

 

3.7.1.1 Verwendete Antikörper 

 

PR 10A9 (Primärantikörper) 

Maus IgG2α - Antikörper gegen humanen PR 

Firma: Coulter-Immunotech® 

Krefeld-Deutschland 

 

BA-2000 (Sekundärantikörper) 

Pferd biotinyliertes Anti-Maus IgG 

Firma: Vector Laboratories® 

Burlingame-USA 

 

Klon 7T4-1F5 (Nonsense-Antikörper) 

Maus-IgG2α 

Firma: Coulter-Immunotech® 

Krefeld-Deutschland 

 

3.7.1.2 Puffer und Lösungen 

 

Avidin-Biotin Blocking Kit SP-2001 

Avidin-Solution:  Je Milliliter Blockingserum 4 Tropfen bei gleichzeitiger 

    PBS-Puffer-Reduktion zugeben. 

Biotin-Solution: Je Milliliter Primärantikörperlösung 4 Tropfen bei 

gleichzeitiger PBS-Puffer-Reduktion zugeben. 

Firma: Vector Laboratories® 

Burlingame-USA 
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10 mM Citratpuffer (pH 6,0) 

Lösung A: 

Citronensäure-Monohydrat (C6H8O7•H2O)    21,01     g 

Aqua dest.          ad 1000,00     ml 

 

Lösung B: 

Trinatriumcitrat-Dihydrat (C6H5O7Na3•2H2O)   29,41     g 

Aqua dest.          ad 1000,00     ml 

18 ml Lösung A und 82 ml Lösung B mit 900 ml Aqua dest. mischen. 

 

DAB (Diaminobenzidin-Tetrahydrochlorid)-Lösung 

0,1 N Imidazol-HCL (pH 7.08)              200,00     ml 

Diaminobenzidin-Tetrahydrochlorid       0,10     g 

Die Lösung darf erst kurz vor Gebrauch angesetzt werden 

H2O2 30%-ig         70,00     µl 

 

Formol nach Lillie 4%-ig, gepuffert (pH 7,0): 

40%-iges Formaldehyd      500,00     ml 

Natriumdihydrogenphosphat-Monohydrat (Na2H2PO4•H2O)   20,00     g 

Dinatriumhydrogenphosphat (Na2HPO4)      32,50     g 

Aqua dest.            ad 5000,00    ml 

 

0,1 N Imidazol-HCL-Lösung (pH 7.08): 

Imidazol           8,51     g 

1N HCL         60,00     ml 

Aqua dest.            ad 2000,00     ml 
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0,1 M Natriumphospatpuffer (pH 7,2): 

Lösung A: 

Natriumhydrogenphosphat-Monohydrat (NaH2PO4•H2O)    13,80     g 

Aqua dest.             ad 1000,00    ml 

Lösung B: 

Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat (Na2HPO4•2H2O)    17,80     g 

Aqua dest.             ad 1000,00    ml 

 

Für 100 ml Natriumphosphatpuffer werden 28,3 ml Lösung A mit 71,7 ml Lösung B 

gemischt. 

 

PBS-Puffer zur Gewebespülung (pH 7,5): 

Natriumchlorid         16,00     g 

Dinatriumhydrogenphosphat.Dihydrat (Na2HPO4•2H2O)      2,88     g 

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4)        0,40     g 

Aqua dest.             ad 2000,00    ml 

Lösung sterilisieren 

 

PBS-Puffer Stammlösung für Immunhistologie: 

Natriumchlorid         41,00     g 

Dinatriumhydrogenphosphat.Dihydrat (Na2HPO4•2H2O)    11,00     g 

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4)        2,75     g 

Aqua dest.             ad 1000,00    ml 

 

Für die Gebrauchslösung (pH 7,2) muß die Stammlösung im Verhältnis 1:4 verdünnt 

werden. 

 

PBS-Tween 20-Lösung 

Tween 20            1,00    ml 

PBS-Puffer Gebrauchslösung (pH 7,2)        ad 1000.00    ml 
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Vectastain ® ABC-Kit, Peroxidase Standard PK-4000 

Lösung A:          9,00    µl 

Lösung B:          9,00    µl 

PBS-Puffer-Gebrauchslösung (pH 7,2)      ad 1000,00    µl 

Firma: Vector Laboratories® 

Burlingame-USA 

 

Wasserstoffperoxidlösung 2%-ig 

30%-iges H2O2         13,33    ml 

Aqua dest.              ad 200,00    ml 

 

3.7.1.3 Auflistung besonderer Geräte 

♦ Bildbearbeitungsprogramm: IM 1000 V 1.20 (Leica Mikroskopie GmbH, 

Wetzlar) 

♦ Einbettungsautomat (Microm Laborgeräte GmbH, Heidelberg) mit 

Histoembedder EG 1160 (Leica Instruments GmbH, Nussloch) 

♦ Farbvideokamera TK-1070E, F Nr. 06052298 (JVC Professional Products 

GmbH, Friedberg) 

♦ Feuchte Kammer: 20 x 20 cm große Blechkeksdose mit Deckel 

♦ Haushaltsmikrowellenherd Compact Y50, F.Nr. 25027231 (Moulinex, 

Solingen) 

♦ Leitz-Mikroskop DM-R mit Digitalkamera Leitz DC 300 (Leica Mikroskopie 

GmbH, Wetzlar) 

♦ Leitz-Mikroskop DM-RB (Leica Mikroskopie GmbH, Wetzlar) 

♦ Magnetrührer MR 2002 (Heidolph Instruments GmbH & Co KG Kehlheim) 

♦ Pumpe Typ N 035.1.2AN.18 (KnF Neuberger, Freiburg) 

♦ Vortex-Evaporator (Fa.Haake-Buchler Meßtechnik GmbH, Karlsruhe) 
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3.7.2 RT-PCR 

 

3.7.2.1 Primer 

 

Schweinespezifischer Progesterorezeptorprimer 

Vorwärts-Primer: 5´-CCT AGC TCA CAG CGT TTC TAC C-3´ 

       Molmasse:   6606 g/mol 

       GC-Anteil:   54,5% 

       Schmelztemperatur: 62,1°C 

 

Rückwärts-Primer: 5´-CAT CCC TGC CAA TAT CTT GG-3´ 

       Molmasse:   6028 g/mol 

       GC-Anteil:   50,0% 

       Schmelztemperatur: 57,3°C 

 

Schweinespezifischer Östrogenrezeptor-α-Primer 

Vorwärts-Primer: 5´-GAG ATC CTG ATG ATT GGT CT-3´ 

       Molmasse:   6163 g/mol 

       GC-Anteil:   45,0% 

       Schmelztemperatur: 55,3°C 

 

Rückwärts-Primer: 5´- CAT CTC CAG CAG CAG GTC AT-3´ 

       Molmasse:   6062 g/mol 

       GC-Anteil:   55,0% 

       Schmelztemperatur: 59,4°C 
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β-Aktin -Primer 

Vorwärts-Primer: 5´-AGC ACT TGC GGT CCA CGA TG-3´ 

       Molmasse:   6118 g/mol 

       GC-Anteil:   60,0% 

       Schmelztemperatur: 61,4°C 

 

Rückwärts-Primer: 5´-GAG CTA TGA GCT GCC TGA CG-3´ 

       Molmasse:   6158 g/mol 

       GC-Anteil:   60,0% 

       Schmelztemperatur: 61,4°C 

 

Primer-Oligonukleotide hergestellt bei: 

MWG BIOTECH AG 

Ebersberg-Deutschland 

 

3.7.2.2 Lösungen und Reagenzien 

 

EDTA 0,5M 

EDTA          18,61    g 

Aqua dest.         80,00    ml 

NaOH            2,00    g 

Einstellen auf pH 8,0 um das EDTA zu lösen. 

Aqua dest             ad 100,00    ml 

 

Ethidiumbromid 1% 

Firma: Carl Roth®

Karlsruhe-Deutschland 

 

Gene Amp® RNA PCR Kit 

RNase Inhibitor 20 U/µl 

Firma: Applied Biosystems® 

Foster City-USA 
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Ladepuffer 

Loading dye Solution (6x) 

Firma: MBI-Fermentas® 

St. Leon Rot-Deutschland 

 

Homogenisationslösung 

ß-Mercaptoethanol        10,00    µl 

RLT-Puffer           1,00    ml 

 

100 Bp Marker 

Gene RulerTM 100 bp DNA Ladder Plus 

0,5 mg DNA/ml 

Firma: MBI-Fermentas 

St. Leon Rot-Deutschland 

 

One Step RT-PCR Kit 

 One Step RT-PCR Enzyme-Mix 

 One Step RT-PCR –Puffer 

 Q-Solution 

 dNTP-Mix (mM) 

 RNase-freies Wasser 

Firma: Qiagen® 

Hilden-Deutschland 

 

PBS-Puffer zur Gewebespülung (pH 7,5): 

Natriumchlorid         16,00     g 

Dinatriumhydrogenphosphat.Dihydrat (Na2HPO4•2H2O)      2,88     g 

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4)        0,40     g 

Aqua dest.             ad 2000,00    ml 

Lösung sterilisieren 
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RNeasy-Mini-Kit 

 RLT-Puffer®

 RW 1-Puffer®

 RPE-Puffer®

 RNase-freies Wasser 

Firma: Qiagen® 

Hilden-Deutschland 

 

RNA-Waschlösung 

Ethanol (reinst)        20,00    ml 

RPE-Puffer® Konzentrat         5,00    ml 

 

RNase-freies DNase-Set 

 DNase-Stammlösung 

 RDD-Puffer®

Firma: Qiagen® 

Hilden-Deutschland 

 

TBE-Puffer, (10x) 

Tris         108,00    g 

Borsäure          55,00    g 

EDTA (pH 8,0)         40,00    ml 

 

DEPC-Wasser 

DEPC             1,00    ml 

Aqua dest.                 1000,00    ml 

In autoklavierter Flasche über 10 Stunden rühren. 

 

3.7.2.3 Auflistung der Geräte 

♦ 2301 Macrodrive 1 Powersupply (LKB Bromma, Golden, USA) 

♦ Computer Windows NT, AMD K6 III mitBildbearbeitungssoftware Phoretix 

Grabber 3.01 

♦ Digitalkamera Pieper FK 7512 IQ-IR 
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♦ Flachgel-Elektrophoresekammer „Midi“ 100x150 mm (Keutz Labortechnik 

GmbH, Reiskirchen) 

♦ Gießkammer für Flachgel-Elektrophoresekammer „Midi“ 100x150 mm (Keutz 

Labortechnik GmbH, Reiskirchen) 

♦ Gießkammer für Hoefer® HE 33 Mini Horizontal Submarine Unit 7x10cm 

(Pharmacia Biotech, Freiburg); 

♦ Hoefer® HE 33 Mini Horizontal Submarine Unit Elektrophoresekammer 

7x10cm (Pharmacia Biotech, Freiburg); 

♦ Thermocycler Biometra Personal Cycler 20 (biomedizinische Analytik GmbH, 

Göttingen) 

♦ Ultra-Turrax® T-8 mit Dispergierwerkzeug S8 N-5G, (IKA-Werke GmbH, 

Staufen) 

♦ UV Belichter Biostep, (Biostep® GmbH, Jahnsdorf) 

♦ Zentrifuge Mikro 22 R (Hettich® Zentrifugen, Tuttlingen) 



Ergebnisse 

 59

4. Ergebnisse 

4.1. Nachweis des Progesteronrezeptors im Eberhoden 

4.1.1 Immunhistochemische Untersuchungen 

4.1.1.1 Ergebnisse der Kontrolluntersuchungen 

Bei allen mit dem irrelevanten Isotypenantikörper inkubierten Proben zeigte 

sich unabhängig vom Alter und Gewebetyp keinerlei Präzipitatbildung im Gewebe, 

wohingegen bei den Positivkontrollen am Schweineuterus eine deutliche 

Rezeptormarkierung auftrat. 

 

4.1.1.2 Expression im Hoden juveniler Tiere (Gruppe A)  

Die Hoden der 50 und 100 Tage alten Eber zeigen den erwarteten typischen 

Aufbau eines juvenilen, präpubertären Hodenparenchyms.  

Die Tubuli seminiferi sind klein und besitzen einen Durchmesser von etwa 70 

–100 µm. Ihnen liegt auf der Basallamina ein dichter hochprismatischer Saum von 

Sertolizellen mit längsovalen Zellkernen auf. Im noch lumenlosen Zentrum der Tubuli 

seminiferi liegen große rundliche Präspermatogonien, die im Laufe der Entwicklung 

zur Basallamina wandern. Ein Teil der Präspermatogonien hat die Wanderung bereits 

beendet und steht – nachdem diese sich zwischen die Sertolizellen geschoben haben – 

mit der Basallamina in Kontakt. Die Tubuli seminiferi sind von interstitiären 

Leydigzellen umgeben (s. Abb. 5). 

In beiden Altersgruppen ergab sich ein deutlich positives nukleäres Signal in 

den Präspermatogonien. Dabei zeigt sich, wie aus Abb. 5 und 6 hervorgeht, dass die 

Expression des Progesteronrezeptors hauptsächlich in solchen Präspermatogonien zu 

beobachten ist, die bereits in Kontakt mit der Basallamina standen. So waren bei den 

50 Tage alten Tieren von den zentral liegenden Präspermatogonien im Mittel 18,21 ± 

2,26% und bei den an der Basallamina liegenden Präspermatogonien 85,15 ± 0,67% 

Progesteronrezeptor-positiv. In der Altersgruppe der 100 Tage alten Tiere wurde der 

Progesteronrezeptor dann im Mittel in 2,06 ± 2,26% der zentralen und in 92,06 ± 1,7% 

der basalen Präspermatogonien exprimiert (Tab 1). Dieser Unterschied im Anteil 

Progesteronrezeptor-positiver Präspermatogonien und damit der Effekt der 

Lokalisation war mit p< 0,0001 hochsignifikant. 

Die Expression des Progesteronrezeptors in den Präspermatogonien war 

zwischen den beiden Altersgruppen nicht unterschiedlich. Hinsichtlich der 
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Wechselwirkung zwischen den beiden Altersgruppen, zeigte sich ein signifikanter 

Trend (p= 0,0029) zur verstärkten Expression des Progesteronrezeptors mit 

fortschreitendem Alter nach Erreichen der Basalmembran. 

In den Sertolizellen der juvenilen Tiere konnte nur in geringer Zahl eine 

Expression des Progesteronrezeptors festgestellt werden. Dabei war die Färbeintesität 

deutlich schwächer als bei den Präspermatogonien. So waren im Mittel bei den 50 

Tage Tieren 0,09 ± 0,09% und bei den 100 Tage alten Tieren 0,52 ± 0,08% der 

Sertolizellen markiert; es bestanden keine Unterschiede in Abhängigkeit vom Alter (s. 

Tab 2). 

In seltenen Einzelfällen waren auch Markierungen in den Peritubulären Zellen 

sowie in den Endothelzellen der Blutgefäße zu sehen. Eine Expression des 

Progesteronrezeptor in den Leydigzellen konnte nicht aufgezeigt werden. 
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Eberhoden im Alter von 50 Tagen 

 

 
Eberhoden in Alter von 100 Tagen 

 

Abb.5: Expression des PR im Hoden präpubertärer Eber. Tubuli seminiferi 

Querschnitte bei 400-facher Vergrößerung: Positiv markiert sind gefärbte Zellen 

basale Spermatogonie          ; zentrale Präspermatogonie          ;     

Sertolizelle       , Perizyte       
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Abb. 6: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

Präspermatogonien beim präbubertären Eber in Abhängigkeit von der 

Lokalisation. 

 

 

Tab. 1: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

Präspermatogonien präbubertärer Eber in Abhängigkeit von der Lokalisation. 

 

Position-Präspermatogonien Mittelwert beider Altersgruppen 
50 100

Präspermtogonien zentral  18,21 2,06 10,47
                                            SD 2,26 2,26 4,25
Präspermatogonien basal   85,15 92,06 87,96
                                            SD 0,67 1,7 1,19
Mittelwert Alter                  65,34 72,96 68,2
                                            SD 6,6 11,59 8,88

Alter (Tage)

 
 

 

Tab. 2: Prozentualen Häufigkeit [ ±SD] der Expression des Progesteronrezeptors in 

den Sertolizellen präbubertärer Eber. 

 

Sertolizellen Mittelwert beider Altersgruppen 
50 100

             0,09 0,52 0,2
             SD 0,09 0,08 0,11

Alter (Tage)
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4.1.1.3 Expression im Hoden geschlechtsreifer Eber (Gruppe B) 

Bei den adulten Ebern im Alter von 200 und 250 Tagen war das 

Hodenparenchym dadurch gekennzeichnet, dass die Tubuli seminiferi deutlich an 

Größe zugenommen hatten und sie ein voll ausgebildetes, aus mehreren Schichten 

aufgebautes Keimepithel besaßen. 

Bezogen auf die Gruppe der germinativen Zellen konnte eine Expression des 

Progesteronrezeptors nur in den Kernen der A- und B-Spermatogonien nachgewiesen 

werden, Spermatozyten und Spermatiden waren stets negativ. Dies zeigen die Abb. 7 

und 8, in denen bei der Auswertung auch zwischen den in Kap. 3.5.3. definierten drei 

Phasen des Keimepithelzyklus unterschieden wird. Die quantitative Auswertung ergab 

folgende Ergebnisse: 

Von den A-Spermatogonien in der Gruppe der 200 Tage alten Tiere zeigten im 

Mittel in Phase I 78,92 ± 1,56%, in Phase II 78,88 ± 2,07% und in Phase III 78,16 ± 

3,18% eine deutliche Expression des Progesteronrezeptors; bei den 250 Tage alten 

Tieren ergaben sich folgende Werte in Phase I 77,82 ± 4,14%, Phase II 75,82 ± 4,22% 

Phase III 77,42 ± 3,96%. Die statistische Auswertung ergab hinsichtlich des Alters 

keine Unterschiede zwischen den beiden Gruppen. Auch hinsichtlich der drei Phasen 

(Zuordnung zum Keimepithelzyklus) ergaben sich keine Unterschiede innerhalb sowie 

zwischen den Altersgruppen. Demnach konnten beide Gruppen mit dem Ergebnis 

zusammengefasst werden, dass bei den adulten Tieren im Mittel 77,84 ± 3,23% der A-

Spermatogonien den Progesteronrezeptor exprimierten. 

Für die B-Spermatogonien der Phase II ergab sich, dass bei den 200 Tage alten 

Tieren im Mittel 80,04 ± 2,73% und bei den 250 Tage alten Tieren 78,24 ± 3,45% den 

Rezeptor exprimierten. Unterschiede zwischen den beiden Altersgruppen zeigten sich 

nicht. 

Damit ergibt sich, dass im Mittel 79,14 ± 3,08% der B-Spermatogonien den 

Progesteronrezeptor exprimierten. 

Auch in den Sertolizellen konnten schwache Progesteronrezeptor-positive 

nukleäre Signale, festgestellt werden. Bezogen auf die Phasen I, II und III ergaben sich 

folgende Ergebnisse. Bei den 200 Tage alten Tieren exprimierten im Mittel in der 

Phase I 9,85 ± 1,28%, der Phase II 11,14 ± 1,19% und der Phase III 11,08 ± 2,62% der 

Sertolizellen den Progesteronrezeptor. In der Altersgruppe von 250 Tagen lagen die 

entsprechenden Werte bei von 7,49 ± 3,66% (Phase I), 8,52 ± 1,76% (Phase II) und 
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6,52 ± 3,71% (Phase III). Zwischen beiden Altersgruppen sowie zwischen den 

einzelnen Phasen ergaben sich keine Unterschiede. 

Wie schon bei den juvenilen Tieren war auch hier vereinzelt ein 

Expressionssignal in den Endothelzellen der Blutgefäße zu sehen, in seltenen Fällen 

auch in den peritubulären Zellen. Kein Signal wurde in den Leydigzellen gefunden. 
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 Phase I:  A-Spermatogonien, 

pachytäne Spermatozyten, runde 

Spermatiden und Spermatiden in 

der Elongation mit viel 

Zytoplasma 

 

 

 

 

 

 Phase II: A-Spermatogonien, B-

Spermatogonien, pachytäne 

Spermatozyten, runde   

Spermatiden und elongierte 

Spermatiden kurz vor der 

Abgabe in das Tubuluslumen 

 

 

 

 

 Phase III: A-Spermatogonien, 

präleptotäne, leptotäne, 

pachytäne und diplotäne 

Spermatozyten, runde oder sich 

elongierende Spermatiden 

 

 

 

 

Eberhoden im Alter von 200 Tagen 

Abb. 7: Expression des Progesteronrezeptors im Hoden geschlechtsreifer Eber  

400- fache Vergrößerung:  

A- Spermatogonie          , B-Spermatogonie         , Sertolizelle          , Perizyte          
pachytäne Spermatozyte         , runde Spermatide          , elongierte Spermatide          
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 Phase I:  A-Spermatogonien, 

pachytäne Spermatozyten, runde 

Spermatiden und Spermatiden in 

der Elongation mit viel 

Zytoplasma 

 

 

 

 

 

 Phase II: A-Spermatogonien, B-

Spermatogonien, pachytäne 

Spermatozyten, runde   

Spermatiden und elongierte 

Spermatiden kurz vor der 

Abgabe in das Tubuluslumen 

 

 

 

 

 Phase III: A-Spermatogonien, 

präleptotäne, leptotäne, 

pachytäne und diplotäne 

Spermatozyten, runde oder sich 

elongierende Spermatiden 

 

 

 

 

Eberhoden im Alter von 250 Tagen 

Abb. 8: Expression des Progesteronrezeptors im Hoden geschlechtsreifer Eber  

400- fache Vergrößerung:  

A- Spermatogonie          , B-Spermatogonie         , Sertolizelle          , Perizyte          
pachytäne Spermatozyte         , runde Spermatide          , elongierte Spermatide          
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Abb. 9: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

A-Spermatogonien beim adulten Eber während des Keimepithelzyklus. 
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Abb.10: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

B-Spermatogonien beim adulten Eber in Phase II. 
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Tab. 3: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

A-Spermatogonien beim adulten Eber während des Keimepithelzyklus. 

 

Phaseverteilung Mittelwert beider Altersgruppen 
200 250

A-Spermatogonien Phase I   78,92 77,82 78,37
                                               SD 1,56 4,14 3
A-Spermatogonien Phase II  78,88 75,82 77,35
                                                SD 2,07 4,22 3,53
A-Spermatogonien Phase III 78,16 77,42 77,79
                                                SD 3,18 3,96 3,4
Mittelwert aller Phasen         78,65 77,02 77,84
                                                SD 2,22 3,9 3,23

Alter (Tage)

 

 

 

 

Tab. 4: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

A- und B-Spermatogonien II beim adulten Eber in Phase II. 

 

Mittelwert beider Altersgruppen 
200 250

A-Spermatogonien Phase II 78,88 75,82 77,35
                                              SD 2,07 4,22 3,53
B-Spermatogonien Phase II 80,04 78,24 79,14
                                              SD 2,73 3,45 3,08
Mittelwert Altersgruppen    79,46 77,03 78,26
                                              SD 2,37 3,85 3,35

Alter (Tage)
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Abb.11: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

Sertolizellen beim adulten Eber. 

 

 

Tab. 5: Prozentuale Verteilung [ ±SD] der den Progesteronrezeptor exprimierenden 

Sertolizellen beim adulten Eber. 

 

Phasenverteilung Mittelwert beider Altersgruppen 
200 250

Sertolizellen Phase I      9,85 7,49 8,63
                                        SD 1,28 3,66 2,25
Sertolizellen Phase II     11,14 8,52 9,79
                                        SD 1,19 1,76 1,36
Sertolizellen Phase III    11,08 6,52 8,67
                                        SD 2,62 3,71 2,99
Mittelwert aller Phasen 9,72 7,02 8,33
                                        SD 0,87 1,82 1,26

Alter (Tage)
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4.1.1.4 Eber in der Pubertät; Expression in den Hoden der 100 und 150 Tage alten Tiere 

(Gruppe C) 

Die Hoden der dieser Gruppe zugeordneten Tiere wiesen einen inhomogenen 

Entwicklungszustand auf. So zeigten sich im histologischen Schnitt eines Hodens 

Areale in denen die Tubuli seminiferi contorti in ihrer Ausbildung noch der Situation 

bei juvenilen Tieren entsprachen, andere Areale dagegen zeigten den 

Entwicklungsstand adulter Tiere. An anderen Stellen wiederum hatte sich bereits ein 

Lumen gebildet, die Spermatogenese war über das Anfangsstadium der 

Spermatozytogenese jedoch nicht hinausgekommen. 

Eine systematische Auszählung und statistische Auswertung war daher nicht 

sinnvoll, die Bewertung erfolgte rein deskriptiv. 

Positive nukleäre Reaktionen wiesen auch hier bei allen Tieren die 

Spermatogonien auf, wobei bei den dem präpubertären Entwicklungsstand 

entsprechenden Tubuli seminiferi contorti insbesondere die der Basalmembran 

aufsitzenden „Präspermatogonien“ positive Signale zeigten. 

 

 

A

B 

 

Abb.12: Expression des PR im Eberhoden bei die Pubertät durchlaufenden 100 und 

150 Tage alten Tieren mit noch nicht einheitlich ausgebildeten Keimepithel. 

A. Tubuli seminiferi contorti mit Keimepithelzyklus 

B. Tubuli seminiferi contorti mit beginnender Spermatozytogenese 
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4.1.2 Nachweis der Expression der mRNA des Progesteronrezeptor im Eberhoden 

4.1.2.1 Ergebnisse der RT-PCR 

Untersucht wurde Hodengewebe der fünf Altersgruppen (50, 100, 150, 200, 

250 Tage) sowie als positive Kontrolle Endometrium vom Schwein.  

Wie Abb. 13 zeigt, ergaben sich nach der elektrophoretischen Auftrennung der 

Amplifikate und Illumination des Gels für die mRNA des Progesteronrezeptors für 

Endometrium und Hoden identische Banden, die alle auf einer Höhe von knapp 200 

Bp. verliefen und damit im erwarteten Bereich von 179 Bp. (Ying et al., 2000) lagen. 

Doppelbanden und verlaufende Schlieren waren nicht zu erkennen. In den 

Wasserleerproben waren keine Banden nachweisbar. Das Ergebnis kann demnach als 

spezifisch für den Progesteronrezeptor angesehen werden. 

Auch die Expression der β-Aktin - mRNA war bei allen sechs Geweben gut zu 

erkennen; gemessen am Marker wiesen die Amplifikate etwas mehr als 400 Bp. auf 

und entsprachen damit ebenfalls dem erwarteten Bereich von 410 Bp. (Ying et al., 

2000), was ebenfalls auf den korrekten Ablauf der RT-PCR schließen läßt. 

 

 

 

a 

b 

1    2            3    4            5 1    2              3    4           5 

PR β -Aktin 

A 

B 

1    2        3    4         5    6         a    b          c    d          e   f 

PR                                            β− Aktin 

 

 

Abb. 13: Expression der mRNA des Progesteronrezeptors (PR) im Eberhodens 

Gelelektrophoretischer Nachweis der Amplifikate 

A:200 Bp, B: 400 Bp;  1/a = Endometrium; 2/b = 50 Tage Eberhoden; 3/c = 

100 Tage Eberhoden; 4/d = 150 Tage Eberhoden; 5/e = 200 Tage Eberhoden; 

6/f = 250 Tage Eberhoden 
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4.1.2.2 Ergebnisse der Sequenzierung der Progesteronrezeptor cDNA 

Die cDNA des Endometriums und stellvertretend für alle Hodenproben die 

cDNA des 250 Tage alten Eberhodens wurde sowohl in 5´-3´-Richtung als auch in 3´-

5´-Richtung sequenziert. Das Ergebnis zeigt Abb. 14. 

Bei den Sequenzierungen in 5´-3´-Richtung fehlte den Sequenzen aus 

Endometrium und Hoden die Primersequenzen, zusätzlich fehlten in der Sequenz aus 

der Hoden cDNA die ersten 16 Basen, in der cDNA des Endometriums fehlten die 

ersten 7 Basen. Bei beiden Sequenzen (Hoden, Endometrium) war zwischen den 

Basen Nr. 54 und Nr. 55 zusätzlich die Base Thymin eingebaut. Ansonsten ergab sich 

für beide Sequenzen bis zum Ende des 178 Basen langen Teilstücks des porcinen 

Progesteronrezeptorgens inklusive der Sequenz des Antisense-Primers, eine absolute 

Identität; insgesamt lag die Homologie im Vergleich zur Referenzsequenz bei 99%. 

Um zu überprüfen, ob bei den beiden Amplifikaten die in 5´-3´-Richtung 

fehlenden Basen vorhanden sind, und ob es sich bei dem zusätzlichen Thymin um 

einen Sequenzierungsfehler oder einen Fehler bei der Amplifikation handelt, wurde 

die cDNA beider Proben in umgekehrter Richtung sequenziert. 

Da aus 3´-5´-Richtung sequenziert wurde, muß man, um die Basenabfolge 

korrekt vergleichen zu können, nach dem Sequenzieren die Basen in ihre 

komplimentären Basen übersetzen und dann in umgekehrter Richtung lesen. Hierbei 

fehlten im 3´-5´-Richtung neben den Primersequenzen jeweils die ersten 21 Basen 

nach dem Primer. In beiden cDNA Proben konnten jedoch die in 5´-3´-Richtung 

fehlenden Basen und ihre Primer in der richtigen Folge nachgewiesen werden, 

weiterhin war das an Position 54/55 überzählige Thymin nicht vorhanden. Beiden 

Sequenzen wurde eine Stelle vor dem Vorwärts-Primer noch ein Thymin vorgehängt, 

das nicht in der Referenzsequenz vorkommt.  

Die Sequenz aus dem Eberhoden zeigt somit nach Abzug des irregulär 

eingebauten Thymins eine 100%-ige Homologie mit dem porcinen 

Progesteronrezeptor auf. 

In die Sequenz des Endometriums war zwischen die Positionen sechs und 

sieben ein Cytosinmolekül eingebaut, das in der porcinen Referenzsequenz nicht 

vorkommt. Abgesehen von diesem irregulären Cytosin ergab sich eine 100% 

Homologie. 

Trotz einzelner kleiner Fehler in der Basenabfolge der cDNA bei beiden 

Schreibrichtungen besteht sowohl für das Endometrium aber insbesondere auch für 
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den Hoden eine ausreichend hohe Homologie mit dem porcinen Progesteronrezeptor, 

so dass die gewonnene cDNA als porciner Progesterorezeptor anzusehen ist. 

 

Abb. 14: 

Porcine Referenzsequenz für den Progesteronrezeptor: 

 

5´-CCT AGC TCA CAG CGT TTC TAC CAG CTT ACA AAA CTT CTT 

GAT AAC TTG CAT GAT CTT GTC AAA CAA CTT CAT CTG TAC TGC 

TTG AAT ACA TTT ATC CAG TCC CGG GCA CTG AGT GTT GAA TTT 

CCA GAA ATG ATG TCT GAG GTT ATT GCT GCA CAA TTA CCC AAG 

ATA TTG GCA GGG ATG-3´ 

 

 

Sequenzierergebnis in 5´-3´-Richtung mit PR-Vorwärtsprimer: 

 

Kontrollgewebe Endometrium Schwein: 99% Homologie 

 

5´[-----------------------------------------------------------------------]A AAA CTT 
CTT GAT AAC TTG CAT GAT54 TC55TT GTC AAA CAA CTT CAT CTG 
TAC TGC TTG AAT ACA TTT ATC CAG TCC CGG GCA CTG AGT GTT 
GAA TTT CCA GAA ATG ATG TCT GAG GTT ATT GCT GCA CAA TTA 
CCC AAG ATA TTG GCA GGG ATG-3´ 

 
Testgewebe Eberhoden im Alter von 250 Tagen: 99% Homologie 

 

5´[-----------------------------------------------------------------------------------

-----]T GAT AAC TTG CAT GAT54 TC55TT GTC AAA CAA CTT CAT CTG 

TAC TGC TTG AAT ACA TTT ATC CAG TCC CGG GCA CTG AGT GTT 

GAA TTT CCA GAA ATG ATG TCT GAG GTT ATT GCT GCA CAA TTA 

CCC AAG ATA TTG GCA GGG ATG-3´ 
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4.2. Nachweis des Östrogenrezeptors-α im Eberhoden 

4.2.1 Nachweis der Expression der mRNA des Östrogenrezeptor-α im Eberhoden 

4.2.1.1 Ergebnisse der RT-PCR 

Untersucht wurde auch hier Hodengewebe aller fünf Altersgruppen sowie 

Endometrium. Als Housekeeping Gene Kontrolle diente β-Aktin. Das Ergebnis zeigt 

Abb. 15. 

Für alle Hodenproben, sowie das Endometrium ergab sich eine deutliche 

Bande, die zwischen 400 und 500 Bp. auf gleicher Höhe lag. In der Wasserleerprobe 

war keine cDNA nachweisbar. Dieses Ergebnis lässt darauf schließen, dass es sich 

hierbei um den Nachweis der mRNA des Östrogenrezeptors-α handelt, für den ein 

Amplikon mit 477 Bp. erwartet wurde (Malayer und Woods, 1998). 

Für die Expression der β-Aktin mRNA ergab sich eine ähnlich homologes 

Ergebnis; die Amplifikate lagen auf einer Reihe knapp über der 400 Basenpaarlinie 

die erwartete Größe liegt bei 410 Bp. (Ying et al., 2000). Dieses Ergebnis lässt auf 

einen korrekten Ablauf der PCR-schließen. 

 

 

a 

1     2      3      4      5     6                     2      3     4       5   

β-AktiER  α 

A 

1    2     3    4     5     6                  a     b    c     d     e     f 

ERα                                                      β-Aktin 

 
 

Abb. 15: Expression der mRNA des Östrogenrezeptors-α im Eberhoden, 

Gelelektrophoretischer Nachweis der Amplifikate 

A: 400 Bp;  1/a = Endometrium; 2/b = 50 Tage Eberhoden; 3/c = 100 Tage 

Eberhoden; 4/d = 150 Tage Eberhoden; 5/e = 200 Tage Eberhoden; 6/f = 250 

Tage Eberhoden 
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4.2.1.2 Ergebnisse der Sequenzierung der Östrogenrezeptor-α cDNA 

Sequenziert wurden je ein Amplifikat des Endometriums und stellvertretend 

für alle Hoden die cDNA des 50 Tage alten Eberhodens. Das Ergebnis zeigt Abb. 16. 

Die Sequenzierung in 5´-3´-Richtung der aus dem Endometrium gewonnenen 

cDNA ergab ein Fragment von einer Länge von 459 Basenpaaren. Beim Vergleich der 

erhaltenen Sequenz mit der Referenzsequenz des porcinen Östrogenrezeptors-α war 

festzustellen, dass in der gewonnenen cDNA an Position 125 und 455 ein Guanin- 

bzw. Adeninmolekül zuviel eingebaut worden waren. Die cDNA wies damit eine 

Homologie von 99% zum porcinen Östrogenrezeptor-α auf. 

Die Sequenz der aus dem Hoden gewonnenen cDNA umfasste eine Länge von 

463 Basenpaaren. Die Homologie mit dem porcinen Östrogenrezeptor-α lag bei 98%. 

Die 2% Abweichung ergibt sich daraus, dass an den Positionen 3 und 119 jeweils ein 

Guaninmolekül, an den Positionen 20, 51 und 449 ein Adeninmolekül und an den 

Positionen 63, 70 und 80 je ein Thyminmolekül zuviel eingebaut wurde. An den 

Positionen 17, 19 und 32 wurde Basen vertauscht und Thyminmoleküle eingebaut. 

Nach Vergleich der cDNA beider Proben ist trotz einzelner Sequenzierfehler, 

insbesondere beim Amplifikat des Hodens, aufgrund der hohen Homologie aber 

dennoch davon auszugehen, dass es sich sowohl im Endometrium als auch im Hoden 

um den Nachweis der Expression der mRNA des Östrogenrezeptors-α handelt. 

 

Abb. 16: 

Porcine Refernzsequenz für den Östrogenrezeptor-α: 

 

5´- TGG ATC CTG ATG ATT GGT CTT GTC TGG CGC TCC ATG GAG CAC 
CCA GGG AAG CTC CTG TTT GCT CCT AAC TTG CTC CTG GAC AGG AAC 
CAG GGC AAG TGT GTC GAG GGA ATG GTG GAG ATC TTT GAC ATG TTG 
CTG GCT ACA TCA TCT CGC TTC CGT ATG ATG AAT CTC CAG GGA GAG 
GAG TTT GTG TGC CTC AAA TCC ATC ATT TTG CTT AAT TCT GGA GTG 
TAC ACG TTT CTG TCC AGC ACC CTG AAG TCT CTG GAA GAG AAG GAC 
CAT ATC CAC CGT GTC CTG GAC AAG ATC ACA GAC ACC TTG ATC CAC 
CTG ATG GCC AAA GCG GGC CTG ACT CTG CAG CAG CAG CAC CGG CGT 
CTC GCG CAG CTC CTC CTC ATC CTG TCT CAC TTC AGG CAC ATG AGT 
AAC AAA GGC ATG GAG CAT CTG TAC AAC ATGA AGT GCA AGA ACG 
TGG TGC CCC TCT ATG ACC TGC TGC TGG AGA TG –3´ 
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Sequenzierergebnis in 5´-3´-Richtung mit ER α-Vorwärtsprimer: 

 

Kontrollgewebe Endometrium Schwein: Homologie 99% 

 

 

5´- TGT CTG GCG CTC CAT GGA GCA CCC AGG GAA GCT CCT GTT TGC 

TCC TAA CTT GCT CCT GGA CAG GAA CCA GGG CAA GTG TGT CGA GGG 

AAT GGT GGA GAT CTT TGA CAT GTT GCT GGC TAC ATC AG125 T CTC 

GCT TCC GTA TGA TGA ATC TCC AGG GAG AGG AGT TTG TGT GCC TCA 

AAT CCA TCA TTT TGC TTA ATT CTG GAG TGT ACA CGT TTC TGT CCA 

GCA CCC TGA AGT CTC TGG AAG AGA AGG ACC ATA TCC ACC GTG TCC 

TGG ACA AGA TCA CAG ACA CCT TGA TCC ACC TGA TGG CCA AAG CGG 

GCC TGA CTC TGC AGC AGC AGC ACC GGC GTC TCG CGC AGC TCC TCC 

TCA TCC TGT CTC ACT TCA GGC ACA TGA GTA ACA AAG GCA TGG AGC 

ATC TGT ACA ACA TGA AGT GCA AGA ACG TGG TGC CCC TCT ATG ACC 

TGC TGC TGG AA455G ATG-3` 

 

 

Testgewebe Eberhoden im Alter von 50 Tagen: Homologie 98% 

 

5´- TGG3 TCT GGC GCT C (--) TG GT17G T19AC CCA GGG AAA20GCT CCT GTT 

TGT32 CCT AAC TTG CTC CTG GAA51 CAG GAA CCA GGT63 GCA AGT T70GT 

GTC GAG GT80G AAT GGT GGA GAT CTT TGA CAT GTT GCT GGC TAC ATC 

AG119T CTC GCT TCC GTA TGA TGA ATC TCC AGG GAG AGG AGT TTG 

TGT GCC TCA AAT CCA TCA TTT TGC TTA ATT CTG GAG TGT ACA CGT 

TTC TGT CCA GCA CCC TGA AGT CTC TGG AAG AGA AGG ACC ATA TCC 

ACC GTG TCC TGG ACA AGA TCA CAG ACA CCT TGA TCC ACC TGA TGG 

CCA AAG CGG GCC TGA CTC TGC AGC AGC AGC ACC GGC GTC TCG CGC 

AGC TCC TCC TCA TCC TGT CTC ACT TCA GGC ACA TGA GTA ACA AAG 

GCA TGG AGC ATC TGT ACA ACA TGA AGT GCA AGA ACG TGG TGC CCC 

TCT ATG ACC TGC TGC TGG AA449G ATG -3 
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5. Diskussion 

5.1. Diskussion des Versuchsaufbaus 

Vorliegenden Untersuchungen lag die These zugrunde, dass neben einer 

endokrinen Wirkung testikulär sezerniertes Progesteron und testikuläre Östrogene 

auch parakrine Wirkungen haben. Die Stimmigkeit dieser These sollte daran überprüft 

werde, ob und inwieweit im Eberhoden der Progesteronrezeptor und der 

Östrogenrezeptor-α exprimiert werden, da von einer genomischen und einer nicht 

genomischen Wirkung ausgegangen wurde. Weiterhin sollten eventuelle 

Zusammenhänge zum Alter der Tiere erkannt werden. Im Vordergrund stand dabei die 

Darstellung der Expression des Progesteronrezeptors auf Protein- und mRNA- Ebene. 

Komplementär zu diesen zunächst erhaltenen Befunden wurde auch die Expression 

der mRNA des Östrogenrezeptors-α untersucht. 

 

5.2. Diskussion der Methodik 

5.2.1 Immunhistochemischer Rezeptornachweis 

Die Darstellung des Progesteronrezeptors wurde mit Hilfe der 

Immunhistochemie durchgeführt. Bei dieser Methode ist von Vorteil, dass nur wenig 

Probenmaterial benötigt wird, um ein gesuchtes Protein nachweisen zu können und 

seine genaue Lokalisation zu identifizieren (Thorpe, 1987; Helin et al., 1989; 

Pertschuk et al., 1990). Im Gegensatz zu Rezeptorligandbindungstests ist jedoch keine 

quantitative Auswertung hinsichtlich der Rezeptorkonzentration möglich. 

Bei der Durchführung des immunhistochemischen Nachweises wurden 

Kontrollen mitgeführt. So wurde von jeder Probe ein Schnitt nicht mit dem 

antigenspezifischen Primärantikörper sondern mit einem Nonsenseantikörper, d.h. mit 

einem „irrelevanten Antikörper“ gleichen Isotyps, der gegen ein Antigen gerichtet ist, 

das nicht bei der untersuchten Spezies, hier also beim Schwein vorkommt, inkubiert. 

Bei einem negativen Ergebnis kann ausgeschlossen werden, dass die nach 

Verwendung des Primärantikörpers beobachteten Farbreaktionen durch dessen 

Bindung an ein unspezifisches Protein hervorgerufen wird. Ein negatives Ergebnis 

schließt weiterhin aus, dass das zweite Detektionssystem, also sekundärer Antikörper 

und ABC-System, ein unspezifisches Signal erzeugen. Die in den vorliegenden 

Untersuchungen erhaltenen negativen Ergebnisse bestätigen die Spezifität der 
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Immunreaktion. In Vorversuchen hatte sich weiterhin gezeigt, dass zur Beseitigung 

einer unspezifischen Hintergrundfärbung der Einsatz eines kommerziellen Avidin-

Biotin-Blocking Kits bessere Ergebnisse brachte, als eine in vielen 

immunhistochemischen Färbeprotokollen benutzte Magermilch-Lösung. 

Desweiteren wurde in jeder Testserie eine „positive“ Kontrolle, d.h. ein 

Gewebeschnitt mitgeführt, in denen das gesuchte Antigen erwartungsgemäß 

vorhanden ist. In vorliegender Untersuchung diente Schweineuterus als 

Kontrollgewebe; die erwarteten positiven Reaktionen traten ein. 

Die Spezifität des angewandten immunhistologischen Verfahrens ergibt sich 

auch daraus, dass der zum Nachweis des Progesteronrezeptors eingesetzte Antikörper 

gegen die letzten 12 Aminosäuren des Carboxyendes des humanen 

Progesteronrezeptors gerichtet ist und diese hochkonservierte Sequenz bei Mensch 

(Misrahi et al., 1987), Maus (Schott et al., 1991), Huhn (Conneely et al., 1986), 

Kaninchen (Loosfelt et al., 1986), Ratte (Park und Mayo, 1991) und Hund (Latinga-

van Leeuwen et al., 2000) identisch ist. 

Bisher sind beim Schwein die ersten fünf der erwarteten zwölf Aminosäuren 

bekannt, diese aber sind mit den bei den anderen Tierarten sequenzierten Aminosäuren 

deckungsgleich, so dass auch für diese Spezies mit einer entsprechenden Homologie 

zu rechnen ist (Iwai et al., 1991). Allerdings ist nicht davon auszugehen, dass der 

verwendete Antikörper zwischen den einzelnen Progesteronrezeptor-Isoformen 

unterscheiden kann, da die Aminosäurensequenz am Carboxyterminus nicht betroffen 

ist (s. Kap. 2.5.3.1). 

 

5.2.2 Rezeptornachweis mittels RT-PCR und Sequenzierung 

Zur Bestätigung der immunhistochemischen Befunde wurde mittels RT-PCR 

die Expression des Progesteronrezeptors mit anschließender Sequenzierung 

aufgezeigt. 

Auch zum Nachweis des Östrogenrezeptors-α wurde die RT-PCR mit 

anschließender Sequenzierung gewählt. 

Die angewandte RT-PCR gestattet bei hoher Sensitivität einen qualitativen 

Nachweis der Expression der mRNA, der Nachweis ist organ- und nicht zellspezifisch. 

Ausschlaggebend für die Qualität der RT-PCR sind die zur Amplifikation 

verwendeten Primer. 
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Die zum Nachweis des porcinen Progesteronrezeptors im Schweinehoden 

benutzten Primer sind Sequenzen, die für den hochkonservierten Progesteronrezeptor 

schon beim Huhn eingesetzt wurden (Connely et al., 1986; Jeltsch et al., 1986). 

Desweiteren wurden sie mit Erfolg auch in porcinem Gewebe verwendet (Ying et al., 

2000). Die in der Literatur zu diesem Primer zu findenden Angaben beschreiben die 

cDNA-Amplifikate mit einer Größe von 179 Basenpaaren. Die Primer die zum 

Nachweis des Östrogenrezeptors-α eingesetzt wurden sind Sequenzen, die ein 

Fragment der ebenfalls hochkonservierten Ligandbindungsdomäne des bovinen 

Östrogenrezeptors-α kodieren. Die Primer wurden von Malayer und Woods (1998) 

sowie Schuler et al. (2002) erfolgreich beim Rind eingesetzt. Das amplifizierte cDNA 

Fragment hat eine Größe von 477 Basenpaaren. Der Ablauf der RT-PCR Reaktion 

wurde durch Amplifikation des Housekeeping Gene β-Aktin kontrolliert. Das 

verwendete Primerpaar wurde zuvor schon bei der Maus (Wu et al., 1992) und beim 

Schwein (Ying et al., 2000) erfolgreich eingesetzt. Die Größe der erhaltenen 

Amplifikate wird mit 410 Basenpaaren angegeben. 

Alle Amplifikate wiesen die erwartete Größe an Basenpaaren auf, die 

Sequenzierung der Amplifikate für den Progesteronrezeptor und den 

Östrogenrezeptor-α wiesen eine nahezu 100%-ige Homologie mit der erwarteten 

Sequenz auf, so dass auch die Spezifität der durchgeführten RT-PCR als gesichert 

anzusehen ist. 

 

5.3. Diskussion der Ergebnisse 

5.3.1 Progesteronrezeptor 

5.3.1.1 Progesteronrezeptornachweis 

Mittels RT-PCR konnte erstmalig für den Eber bei allen Altersgruppen (50.- > 

250. Lebenstag) eine Expression des Progesteronrezeptors im Hoden nachgewiesen 

werden. Entsprechende Angaben liegen bisher nur für den Affen vor (Heikinheimo et 

al., 1995). 

Darüber hinausgehend konnte mittels der Immunhistochemie die Art der 

Verteilung und Lokalisation der rezeptorpositiven Zellen aufgezeigt werden. 

Bei den präpubertären Tieren (Gruppe A) im Alter von 50 und 100 Tagen 

konnte die Expression des Progesteronrezeptors eindeutig in den Präspermatogonien 

nachgewiesen werden. Dabei zeigten nur die Zellkerne eine deutliche Markierung, so 
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dass von einer rein nukleären Lokalisation auszugehen ist. Die Expression des 

Progesteronrezeptors wies eine hochsignifikante (p< 0,0001) Abhängigkeit von der 

Lokalisation der Präspermatogonien auf. So zeigte sich, dass die Expression nur in 

wenigen von den zentral in den noch lumenlosen Tubuli seminiferi contorti liegenden 

Präspermatogonien auftritt, sondern überwiegend in den Präspermatogonien, die 

bereits in Kontakt mit der Basallamina standen. Mit fortschreitender Entwicklung vom 

50. zum 100. Lebenstag verdeutlichte sich diese Entwicklung (p= 0,0029). Diese 

Beobachtungen legen den Schluß nahe, dass es erst nach Kontaktaufnahme der 

Präspermatogonien mit der Basalmembran bzw. dem peritubulären Gewebe zur 

Expression des Progesteronrezeptors kommt. Gegen diesen Schluß spricht jedoch, 

dass circa 10% (10,47 ± 4,25%) der noch luminal liegenden Präspermatogonien 

ebenfalls Progesteronrezeptor-positiv sind. Allerdings kann trotz des Bemühens nur 

exakt quergeschnittene Tubuli seminiferi auszuzählen nicht mit Sicherheit 

ausgeschlossen werden, dass nicht auch diese Zellen bereits mit der Basalmembran in 

Kontakt standen, da schon bei geringer Verzerrung der Querschnitte die 

Präspermatogonien unterhalb der sichtbaren Ebene Kontakt zur Basalmembran haben 

können, obwohl es bei Draufsicht aussieht, als stünden sie noch nicht mit dieser in 

Kontakt. Die vorliegenden Ergebnisse sind in Übereinstimmung mit Untersuchungen 

von Konrad et al. (1998) am sich entwickelnden postnatalen Rattenhoden, die 

ebenfalls den Progesteronrezeptor in den „germinativen Zellen“ nachwiesen, 

allerdings keine weiteren Angaben zur Art der Zelle und deren Lokalisation machten. 

In weiterführenden Untersuchungen an ebenfalls juvenilen Rattenhoden geben Weber 

et al. (2002) an, dass sie den Progesteronrezeptor in den Spermatogonien nachweisen 

konnten. 

Die Ergebnisse der immunhistochemischen Untersuchung bei den 

geschlechtsreifen Ebern (Gruppe B) haben gezeigt, dass von den germinativen Zellen 

ausschließlich die A- und B-Spermatogonien Progesteronrezeptor-positiv sind (A-

Spermatogonien 77,84 ± 3,23% und B-Spermatogonien 79,14 ± 3,08%). Das Signal 

verschwindet, sobald die Entwicklung zu den Spermatozyten einsetzt. Es ergeben sich 

keine Altersabhängigkeiten innerhalb der Gruppe der geschlechtsreifen Tiere, eine 

Beziehung zum Keimepithelzyklus konnte nicht aufgezeigt werden. Damit zeigt sich 

die Situation anders als bei der Ratte, wo Galena et al. (1974) den Progesteronrezeptor 

auch in primären Spermatozyten und Spermatiden fanden. In Übereinstimmung mit 

den eigenen Befunden konnten Sirivaidyapong et al. (2001) beim Hund den 
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Progesteronrezeptor nicht in den Spermatiden wohl aber in den reifen Spermien 

nachweisen. 

Auch bei den in der Pubertät befindlichen Tieren (Gruppe C) war die 

Expression des Progesteronrezeptors an die Spermatogonien gebunden, wobei sich bei 

dem noch lumenlosen Tubuli seminiferi contorti ein Bild wie bei den juvenilen Tieren 

ergab, bei ausgebildetem Lumen und beginnendem Keimepithelzyklus entsprach das 

Bild dem der geschlechtsreifen Tiere. 

Auch in den Sertolizellen ergab sich ein Präzipitat, das auf ein Vorhandensein 

des Progesteronrezeptors schließen lässt. Allerdings waren die Färbesignale deutlich 

schwächer als bei den Präspermatogonien sowie A- und B-Spermatogonien, so dass 

nicht ausgeschlossen werden kann, dass ein subjektiver Auswertefehler vorliegt. Ein 

solcher könnte sich zum Beispiel ergeben, wenn gefärbte Spermatogonien 

Sertolizellen überlagern und so einen gefärbten Sertolizellkern vortäuschen. Im 

Hinblick auf diese Möglichkeit und den niedrigen Prozentsatz Progesteronrezeptor-

positiver Sertolizellen (juvenile Tiere 0,2 ± 0,11%, geschlechtsreife Tiere 8,33 ± 

1,26%), wobei sich bei den geschlechtsreifen Tieren keine Beziehungen zum 

Keimepithelzyklus erkennen ließen, bedarf dieser Befund einer weiteren 

Verifizierung. Hinsichtlich der Expression des Progesteronrezeptors bei anderen 

Tierarten liegen nur wenig Befunde vor; so beschreiben Schmidt und Danzo (1980) 

sowie Weber et al. (2002) das Vorkommen des Progesteronrezeptors in den 

Sertolizellen der Ratte, ein Befund der von Konrad et al. (1998) nicht bestätigt werden 

konnte. 

In Übereinstimmung mit Befunden von Konrad et al. (1998) bei der Ratte 

konnten in vorliegenden Untersuchungen, unabhängig vom Alter der Tiere, auch in 

einigen peritubulären Zellen positive Färbesignale entdeckt werden. Die Tatsache, 

dass die vorhandenen Expressionssignale sich klar und kräftig darstellten lässt es als 

wahrscheinlich erscheinen, dass es sich hierbei um eine zwar seltene aber tatsächliche 

Expression des Progesteronrezeptors handelt. Die Seltenheit dieses Ereignisses könnte 

erklären, warum Weber et al. (2002), die Ergebnisse von Konrad et al. (1998) nicht 

bestätigen konnte. 

Unabhängig vom Alter, erwiesen sich auch die Leydigzellen stets als 

Progesteronrezeptor-negativ. Möglicherweise handelt es sich hier um eine 

speziesspezifische Situation, nachdem Konrad et al. (1998) und Weber et al. (2002) 

beim juvenilen Rattenhoden sowie Pino und Valladares (1988) und Rossato et al. 
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(1999) an Ratten-Leydigzell-Zellkulturen eine Expression des Progesteronrezeptors 

aufzeigten. 

In vorliegenden Untersuchungen wurden weiterhin bei allen Altersgruppen 

vereinzelt Progesteronrezeptor-positive Endothelzellen nachgewiesen. Dies entspricht 

Erkenntnissen aus Untersuchungen von Bergqvist et al. (1993) sowie Perrot-Applanat 

et al. (1995), in denen der Progesteronrezeptor in den peripheren Gefäßen sowohl 

beim Menschen nachgewiesen wurde, sowie von Falkenstein et al. (1996), die den 

Progesteronrezeptor in glatten Muskelzellen von Blutgefäßen des Schweins gefunden 

haben. 

Der Nachweis des Progesteronrezeptors im Eberhoden lässt es als 

wahrscheinlich erscheinen, dass dem testikulären Progesteron eine rezeptorvermittelte 

lokale, parakrine Bedeutung zukommt. 

Die durchgeführten Untersuchungen haben als die im Vordergrund stehenden 

potentiellen Zielzellen eindeutig die Gruppe der Spermatogonien erkannt. 

Dabei fällt auf, dass die Präspermatogonien erst nach Kontaktaufnahme mit 

den peritubulären Zellen bzw. der Basalmembran den Rezeptor exprimieren, ein 

Vorgang, der bei Eintritt in die Spermatozytogenese wieder verloren geht. Dies lässt 

auf eine hohe Spezifität des beobachteten Vorgangs schließen und legt nahe, dass 

Progesteron als parakriner Regelfaktor an der Spermatogoniogenese beteiligt ist. 

Keine Aussagen können jedoch darüber getroffen werden, ob die mitotische Aktivität 

selbst oder andere, den Zellstoffwechsel steuernde Vorgänge beeinflusst werden. 

In Übereinstimmung mit Beobachtungen anderer Autoren bei der Ratte bzw. 

Mensch und Schwein, geben die eigenen Untersuchungen Hinweise, dass der 

Progesteronrezeptor – allerdings in deutlich geringerem Umfang – auch in andern 

Zellen des Hodens (Perizyten, Sertolizellen, Gefäßendothelzellen) exprimiert wird 

(Schmidt und Danzo, 1980; Pino und Valladares, 1988; Bergqvist et al., 1993; Perrot-

Applant et al., 1995; Falkenstein et al., 1996; Konrad et al., 1998; Rossato et al., 1999; 

Weber et al., 2002). Eine parakrine Wirkung von Progesteron auf diese Zellen kann 

daher unterstellt werden, die geringe Häufigkeit der Expression des 

Progesteronrezeptors bei diesen Zellen, lässt jedoch auf einen biologischen Vorgang 

von eher untergeordneter Bedeutung schließen. 

In vorliegenden Untersuchungen waren die Leydigzellen stets 

Progesteronrezeptor-negativ. Eine Down-Regulierung des LH-Rezeptors dieser Zellen 
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durch Progesteron, wie es von El-Hefnawy und Huhtaniemi (1998) für die Maus 

beschrieben wurde, kann demnach für den Eber ausgeschlossen werden. 

 

5.3.1.2 Östrogenrezeptor-α- Nachweis 

Die Expression des Progesteronrezeptors und die vorausgegangene 

Genaktivierung hängen von einer Aktivierung des Östrogenrezeptors ab (Savouret et 

al., 1991; Kraus et al., 1994) ab. 

Der mittels RT-PCR und anschliessender Sequenzierung erstmals gelungene 

Nachweis der mRNA Expression des Östrogenrezeptors-α im Eberhoden zeigt, dass 

die Schaltstellen dieses Regelkreises beim Eber vorhanden sind. Dabei ist zu 

unterstellen, dass die Expression des Östrogenrezeptor-α durch die hohe testikuläre 

Östrogenproduktion sichergestellt ist. 

Die eigenen Untersuchungen geben keine Hinweise auf die Lokalisation des 

Östrogenrezeptor-α. Untersuchungen anderer Autoren haben jedoch gezeigt, dass beim 

„Channel Catfish“ der Östrogenrezeptor-α sowohl in den primären und sekundären 

Spermatozyten als auch Spermatiden exprimiert wird (Wu et al., 2001). Bilinska et al. 

(2000) wiesen den Östrogenrezeptor-α in den Leydigzellen der Rötelmaus nach. 

Eindeutig nachgewiesen dagegen wurde die Expression des Östrogenrezeptor-α 

in den Epithelzellen des Ductus epidymidis, insbesondere im Nebenhodenkopf, sowie 

im Rete testis (Lee et al., 2000; Hess et al., 2000). Die hier über den Rezeptor 

vermittelte Wirkung ist eine extratestinale und ergibt sich aus der Resorption der 

Tubulusflüssigkeit (Hess et al., 2000). 

Insgesamt weisen die vorliegenden Untersuchungen auf eine parakrine 

Wirkung der testikulären Progesteron- und Östrogenproduktion hin. Die Bedeutung 

der testikulären Östrogene kann dabei möglicherweise vor allem in einer 

Aufregulation der Progesteronrezeptorsynthese während der Spermatogoniogenese 

gesehen werden. Darüber hinaus wurde postuliert, dass der Östrogenrezeptor-α in den 

somatischen Zellen notwendig für eine geregelte Samenzellbildung und Erreichung 

der Fruchtbarkeit ist (Mahato et al., 2001). 

Voraussetzung für die Erkennung klarer, funktionaler Beziehungen sind jedoch 

auch hier weiterführende Untersuchungen, wobei insbesondere ergänzende Studien 

hinsichtlich der Lokalisation des Östrogenrezeptors-α im Hoden des Ebers noch 

ausstehen. 
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6. Zusammenfassung 

Neben Östrogenen konnte in vorausgehenden Untersuchungen auch 

Progesteron als ein Produkt der testikulären Steroidproduktion erkannt werden. Für 

beide Steroide stellt sich die Frage nach deren Relevanz für die endokrine und 

germinative Hodenfunktion. Vorliegende Arbeit fokussiert auf Progesteron, ihr liegt 

die These zugrunde, dass es sich dabei – wie auch bei Estron – um einen 

parakrin/autokrin wirksamen Regelfaktor handelt. Als eine erste Stütze dieser These 

wird der Nachweis des Progesteronrezeptors und Östrogenrezeptors-α im Hoden 

angesehen. 

Die Untersuchungen zum Nachweis des PR erfolgten mittels 

Immunhistochemie und RT-PCR, die zum Nachweis des ER-α nur mit RT-PCR. Der 

RT-PCR schloß sich eine Sequenzierung der Amplifikate an. 

Zur Verfügung standen jeweils Hoden von fünf 50, 100, 150, 200 und mehr als 

250 Tage alten Ebern. Für die Immunhistochemie wurden ca. 1 x 1 x 1 cm große 

Würfel aus dem Hodenparenchym geschnitten, in 4%-igem Formol nach Lillie für 20-

24 Stunden fixiert und in Paraffin eingebettet. Für die RT-PCR wurde das Gewebe in 

flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei –85°C gelagert. Als Kontrolle diente ein 

entsprechend behandelter Schweineuterus. 

Nach alkoholischer Entparaffinierung in einer absteigenden Xylol-Ethanol-

Reihe und Rehydrierung wurden 3µm starke Schnitte zur Demaskierung der antigenen 

Epitope in Citratpuffer in der Mikrowelle erhitzt. Danach folgte eine Inaktivierung der 

endogenen Peroxidasen in einer 2%-igen H2O2-Lösung. Für die Darstellung des PR 

kam der monoklonale Antikörper (Klon 10A9; Immunotech®) zur Anwendung, der 

gegen das hochkonservierte Carboxyende des humanen PR gerichtet ist. Die 

Darstellung erfolgte via zweiten Antikörper und einem Avidin-Biotin 

Detektionssystem. Positivkontrolle und Negativkontrolle (Verwendung eines 

irrelevanten Isotypenantikörpers) bestätigten die Spezifität der Immunreaktion. Die 

Auswertung und Auszählung der Schnitte erfolgten bei 400-facher und 1000-facher 

Vergrößerung, die statistische Auswertung mit dem Statistikprogramm 

BMDP/Dynamic, Release 7.0 (Dixon, 1993). 

Die Aufbereitung der Gewebeproben zum Nachweis des PR und ER-α mittels 

RT-PCR geschah in gleicher Weise unter Verwendung des RNeasy-Kit der Firma 

Qiagen®. Die RT-PCR wurde in einer einstufigen Reaktion mit dem One-Step RT-
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PCR Kit (Qiagen®) durchgeführt. Zur Amplifikation des Progesteron- und 

Östrogenrezeptors-α wurden für das Schwein bzw. für das Rind spezifische 

Primerpaare eingesetzt (Malayer und Woods, 1998; Ying et al., 2000). Als Kontrolle 

diente die Erfassung der Expression des Housekeeping Genes β-Aktin für das 

ebenfalls ein spezifischer Primer zur Verfügung stand (Ying et al., 2000). Die 

Sequenzierung der Amplifikate eines Hodens aus der 250 Tage – bzw. 50 Tage 

Gruppe ergab eine nahezu 100%-ige Homologie mit der erwarteten Sequenz für den 

Progesteron- bzw. Östrogenrezeptor-α. Ein entsprechendes Ergebnis ergab sich für das 

Endometrium. 

Mittels RT-PCR konnte die Expression des PR und ER-α bei allen fünf 

Altersgruppen nachgewiesen werden. Immunhistochemisch zeigte sich die Expression 

des PR vor allem in den Spermatogonien, wobei bei den präpubertären Tieren (50 und 

100 Tage alt) die Expression offensichtlich an die Kontaktaufnahme der zur Peripherie 

wandernden Präspermatogonie mit der Basalmembran gebunden ist; der Effekt war 

mit p< 0,0001 hochsignifikant, 65,34 ± 6,6% der 50 Tage Gruppe und 72,96 ± 11,59% 

der 100 Tage Gruppe waren PR positiv. Bei den adulten Tieren (Tag 200 und 250) 

waren 77,8 ± 3,2% der A- und 79,1 ± 3,0% der B-Spermatogonien PR-positiv. Nach 

Teilung der B-Spermatogonien in die primären Spermatozyten verlor sich die 

Expression. Es waren keine Expressionsunterschiede in Abhängigkeit vom Alter (Tag 

200 und 250) und zum Stand der Spermatogenese nachzuweisen. In keiner 

Altersgruppe ergaben sich Hinweise auf eine Expression des PR in den Leydigzellen, 

die Expressionen des PR in den Sertolizellen und den peritubulären Zellen bedarf einer 

weiteren Untersuchung. 

Die Befunde lassen auf eine parakrine Bedeutung von Progesteron bei der 

Spermatogoniogenese schließen. 
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7. Summary 

In previous investigations apart from oestrogens also progesterone was 

identified as a product of testicular secretory activity. Both steroids raise the question 

in respect to their importance for testicular endocrine and germinal function. The 

present thesis focuses on progesterone with the hypothesis that progesterone – like 

oestrogens – acts as a paracrine/autocrine regulatory factor. Demonstration of 

testicular expression of the progesterone- and oestrogenreceptor-α are seen as a 

support of this hypothesis. 

Detection of the PR was by immunohistochemistry and RT-PCR, of the 

oestrogenreceptor-α by RT-PCR only. 

Investigations were performed with testes from groups of 5 boars aged 50, 100, 

200 and >250 days. For immunhistochemistry testicular tissue was cut into 

approximatly 1 x1 cm cubes, which were fixated in 4% formol by Lillie for 20-24 

hours prior to embedding in paraffin. For RT-PCR tissue was shock frozen and stored 

at –85°C until further use. Pig uterine tissue served for control purposes. 3µm slices 

were cut, deparaffinized and rehydrated; antigenic epitops were demasced by heating 

in citrate-buffer in a microwave oven. Endogenous peroxydases were then inactivated 

by treatment with a 2% H2O2-solution. For detection of the progesterone receptor the 

monoclonal antibody Klon 10A9 (Immunotech®) was used. This antibody is directed 

against the highly conserved carboxyterminus of the human progesterone receptor. 

Detection was via a 2nd antibody and the avidin-biotin-system. Specificity of the 

immunereaction was proven by adequate positive (uterus) and negative controls, also 

using a nonsense antibody. Slices were examined at a 400- and 1000- fold 

magnification, where appropriate statistical evaluation was by the program 

BMDP/Dynamic, Release 7.0 (Dixon, 1993). 

For RT-PCR of the progesterone- and oestrogenereceptor-α the mRNA was 

obtained by using the RNeasy-Kit (Qiagen®). Following transcription (One-step, 

Qiagen®) and amplification the amplicons were visulized after electrophoresis on an 

ethidium-bromide gel. The primers used were specific for the porcine progesterone  

(Ying et al., 2000) and bovine oestrogenreceptor-α (Malayer und Woods, 1998 ), 

sequencing of the amplicons from a 250 day (PR) and 50 day (ERα) old boar yielded 

an almost 100% homology with the expected sequences. Similar results were obtained 
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with the uterine control tissue, RT-PCR of the housekeeping gene β-Actin confirmed 

correctness of the RT-PCR. 

By RT-PCR expression of the PR and ERα could be demonstrated at all age 

groups. Immunhistochemistrily located the PR particularely in spermatogonia. As was 

shown in prepubertal boars (50, 100 days), centrally located pre-spermatogonia were 

largely negative and only expressed the PR after having moved to and getting in 

contact with the basal lamina (p< 0,0001); 65.3 ± 6.6% and 72.9 ± 11.6% of the pre-

spermatogonia of the 50 and 100 day old boars, respectively, were PR-positive. In 

adult boars (200 and >250 days) 77.8 ± 3.2% of the A-spermatogonia und 79.1 ± 3.9% 

of the B-spermatogonia expressed the PR. There were no differences between age 

groups or relations to the stage of spermatocytogenesis. Expression was lost after 

entering the stage of spermatogenesis. Leydig cells were constantly negative, only few 

sertoli cells and peritubular cells occasionally stained positive, an observation needing 

further investigation. 

It is concluded that progesterone acts as a paracrine factor involved in the 

regulation of spermatogoniogenesis 
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Anhang 

9. Anhang 

9.1 Absolute und relative Zahlen – ohne Arcus-Sinus-Transformation – der 

immunhistochemischen Ergebnisse 

 

Tierkennung Eber 6 Eber 7 Eber 8 Eber 9 Eber 10 

Luminale Spermatogonien gefärbt 3 14 11 16 3
Luminale Spermatogonien ungefärbt 36 45 29 36 37
Luminale Spermatogonien Gesamt 39 59 40 52 40
Luminale Spermatogonien (%) 7,6 23,7 27,5 30,7 7,5

Basale Spermatogonien gefärbt 90 72 100 90 98
Basale Spermatogonien ungefärbt 24 20 12 9 15
Basale Spermatogonien Gesamt 114 92 112 99 113
Basale Spermatogonien (%) 78,9 78,2 89,2 90,9 86,7

Spermatogonien gefärbt 93 86 111 106 101
Spermatogonien ungefärbt 60 65 41 45 52
Spermatogonien Gesamt 153 151 152 151 153
Spermatogonien (%) 60,7 56,9 73 70,1 66

Sertolizellen Gesamt gefärbt 1 0 3 0 2
Sertolizellen Gesamt ungefärbt 562 627 630 461 648
Sertolizellen Gesamt 563 627 633 461 650
Sertolizellen Gesamt (%) 0,1 0 0,4 0 0,3
 

Tab. 6 : Alter: 50 Tage 
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Anhang 

Tierkennung Eber 6 Eber 8 Eber 10 

Luminale Spermatogonien gefärbt 1 3 0
Luminale Spermatogonien ungefärbt 55 31 0
Luminale Spermatogonien Gesamt 56 34 0
Luminale Spermatogonien (%) 1,7 8,8 0

Basale Spermatogonien gefärbt 89 112 126
Basale Spermatogonien ungefärbt 5 4 27
Basale Spermatogonien Gesamt 94 116 153
Basale Spermatogonien (%) 94,6 96,5 82,3

Spermatogonien gefärbt 90 115 126
Spermatogonien ungefärbt 60 35 27
Spermatogonien Gesamt 150 150 153
Spermatogonien (%) 60 76,6 82,3

Sertolizellen Gesamt gefärbt 1 3 4
Sertolizellen Gesamt ungefärbt 489 550 364
Sertolizellen Gesamt 490 553 368
Sertolizellen Gesamt (%) 0,2 0,5 1  
 

Tab. 7: Alter 100 Tage 
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Tierkennung Eber 1 Eber 3 Eber 5 Eber 6 Eber 7 

A-Spermatogonien gefärbt Phase I 122 122 127 119 121
A-Spermatogonien ungefärbt Phase I 32 28 36 35 32
A-Spermatogonien Gesamt Phase I 154 150 163 154 153
A-Spermatogonien gefärbt Phase I (%) 79,2 81,3 77,9 77,2 79

A-Spermatogonien gefärbt Phase II 136 143 183 146 134
A-Spermatogonien ungefärbt Phase II 31 42 48 45 33
A-Spermatogonien Gesamt Phase II 167 185 231 191 167
A-Spermatogonien gefärbt Phase II (%) 81,4 77,2 79,2 76,4 80,2

B-Spermatogonien gefärbt Phase II 129 115 121 123 120
B-Spermatogonien ungefärbt Phase II 24 34 29 31 33
B-Spermatogonien Gesamt Phase II 153 149 150 154 153
B-Spermatogonien gefärbt Phase II (%) 84,3 77,1 80,6 79,8 78,4

A-Spermatogonien gefärbt Phase III 125 124 132 127 113
A-Spermatogonien ungefärbt Phase III 27 35 33 38 40
A-Spermatogonien Gesamt Phase III 152 159 165 165 153
A-Spermatogonien gefärbt Phase III (%) 82,2 77,9 80 76,9 73,8

Sertolizellen gefärbt Phase I 4 16 14 27 35
Sertolizellen ungefärbt Phase I 202 172 114 131 194
Sertolizellen Gesamt Phase I 206 188 128 158 229
Sertolizellen gefärbt Phase I (%) 1,9 8,5 10,9 17 15,2

Sertolizellen gefärbt Phase II 8 17 42 39 54
Sertolizellen ungefärbt Phase II 251 188 267 181 261
Sertolizellen Gesamt Phase II 259 205 309 220 315
Sertolizellen gefärbt Phase II (%) 3 8,2 13,5 17,7 17,1

Sertolizellen gefärbt Phase III 9 19 35 53 7
Sertolizellen ungefärbt Phase III 199 175 116 168 226
Sertolizellen Gesamt Phase III 208 194 151 221 273
Sertolizellen gefärbt Phase III (%) 4,3 9,7 23,1 23,9 2,5

Sertolizellen gefärbt Gesamt 21 52 91 119 96
Sertolizellen ungefärbt Gesamt 673 587 588 599 817
Sertolizellen Gesamt 694 639 679 718 913
Sertolizellen gefärbt Gesamt (%) 3 8,1 13,4 16,5 10,5  
Tab. 8: Alter: 200 Tage 
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Tierkennung Eber 1 Eber 2 Eber 4 Eber 5 Eber 6

A-Spermatogonien gefärbt Phase I 116 116 136 117 112
A-Spermatogonien ungefärbt Phase I 36 37 24 34 38
A-Spermatogonien Gesamt Phase I 152 153 160 151 150
A-Spermatogonien gefärbt Phase I (%) 76,3 75,8 85 77,4 74,6

A-Spermatogonien gefärbt Phase II 129 128 146 114 115
A-Spermatogonien ungefärbt Phase II 41 42 32 36 49
A-Spermatogonien Gesamt Phase II 170 170 178 150 164
A-Spermatogonien gefärbt Phase II (%) 75,8 75,2 82 76 70,1

B-Spermatogonien gefärbt Phase II 119 111 120 127 118
B-Spermatogonien ungefärbt Phase II 34 39 32 40 35
B-Spermatogonien Gesamt Phase II 153 150 152 167 153
B-Spermatogonien gefärbt Phase II (%) 77,7 74 78,9 83,5 77,1

A-Spermatogonien gefärbt Phase III 115 113 124 125 132
A-Spermatogonien ungefärbt Phase III 37 43 37 33 27
A-Spermatogonien Gesamt Phase III 152 156 161 158 159
A-Spermatogonien gefärbt Phase III (%) 75,6 72,4 77 79,1 83

Sertolizellen gefärbt Phase I 6 16 0 16 26
Sertolizellen ungefärbt Phase I 165 145 144 106 84
Sertolizellen Gesamt Phase I 171 161 144 122 110
Sertolizellen gefärbt Phase I (%) 3,5 9,9 0 13,1 23,6

Sertolizellen gefärbt Phase II 9 35 4 36 22
Sertolizellen ungefärbt Phase II 253 190 218 164 202
Sertolizellen Gesamt Phase II 262 225 222 200 224
Sertolizellen gefärbt Phase II (%) 3,4 15,5 1,8 18 9,8

Sertolizellen gefärbt Phase III 3 18 0 24 34
Sertolizellen ungefärbt Phase III 179 192 166 136 131
Sertolizellen Gesamt Phase III 182 210 166 160 165
Sertolizellen gefärbt Phase III (%) 1,6 8,5 0 15 20,6

Sertolizellen gefärbt Gesamt 18 69 4 76 82
Sertolizellen ungefärbt Gesamt 615 596 532 482 499
Sertolizellen Gesamt 633 665 536 558 581
Sertolizellen gefärbt Gesamt (%) 2,8 10,3 0,7 13,6 14,1  
Tab. 9: Alter: 250 Tage 
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9.2 Immunhistochemische Ergebnisse nach Arcus-Sinus-Transformation  

 

Abb.17: Verteilung [ ±SD] nach Arcus-Sinus Transformation der den Progesteronrezeptor 

exprimierenden Präspermatogonien präpubertärer Eber. 

 

Position-Präspermtogonien Mittelwert beider Altersgruppen  
50 100

Präspermtogonien zentral   0,44088 0,14398 0,32955
                                             SD 0,15098 0,15103 0,20774
Präspermatogonien basal   1,17527 1,28515 1,21647
                                             SD 0,08207 0,13075 0,10939

Alter (Tage)

 
 

 

Abb.18: Prozentuale Häufigkeit [ ±SD] der Expression des Progesteronrezeptors in den 

Präspermatogonien präpubertärer Eber. 

 

Präspermtogonien Präspermtogonien beider Altersgruppen 
50 100

             65,34 73 68,2
             SD 6,6 11,59 8,88

Alter (Tage)

 
 

 

Abb.19: Häufigkeit [ ±SD] nach Arcus-Sinus Transformation der Expression des 

Progesteronrezeptors in den Sertolizellen präpubertärer Eber. 

 

Sertolizellen Sertolizellen beider Altersgruppen 
50 100

             0,0299 0,0719 0,04567
             SD 0,0297 0,0277 0,03457

Alter (Tage)
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Abb.20: Verteilung [ ±SD] nach Arcus-Sinus Transformation der den Progesteronrezeptor 

exprimierenden Sertolizellen geschlechtsreifer Eber. 

 

Phasenverteilung          Mittelwert beider Altersgruppen 
200 250

Sertolizellen Phase I   0,31921 0,27718 0,2982
                                      SD 0,11333 0,19249 0,15056
Sertolizellen Phase II  0,34026 0,29625 0,31825
                                      SD 0,10912 0,13304 0,11703
Sertolizellen Phase III 0,33931 0,2583 0,2988
                                      SD 0,16262 0,19373 0,17395
Mittelert aller Phasen  0,3171 0,2682 0,2927
                                      SD 0,0935 0,1352 0,11257

Alter (Tage)

 
 

 

Abb.21: Häufigkeit [ ±SD] nach Arcus-Sinus Transformation der Expression des 

Progesteronrezeptors in den Sertolizellen geschlechtsreifer Eber. 

Sertolizellen Sertolizellen beider Altersgruppen 
200 250

             0,3171 0,2682 0,2927
             SD 0,0935 0,1352 0,11257

Alter (Tage)
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9.3 Wahrscheinlichkeitswerte der zweifaktoriellen Varianzanalyse und T-Tests  

 

Zweifaktorielle Varianzanalyse P-Wert

Spermatogonien 200 und 250 Tage
Alter: 200 Tage gegen 250 Tage P= 0,2672
Phasen gegeneinander P= 0,7695
Alter gegen Phasen P= 0,679

Sertolizellen 200 und 250 Tage
Alter: 200 Tage gegen 250 Tage P= 0,5467
Phasen gegeneinander P= 0,8207
Alter gegen Phasen P= 0,8327

A- und B-Spermatogonien Phase II
Alter: 200 und 250 Tage P= 0,1836
Spermatogonientypen A und B P= 0,1638
Alter gegen Spermatogonientypen P= 0,6042

Spermatogonien 50 und 100 Tage
Alter: 50 Tage gegen 100 Tage P= 0,3075
Positionen: zentral gegen basal P< 0,0001
Positionen gegen Alter P= 0,0029

T-Test unabhängiger Stichproben 
Sertolizellen 200 und 250 Tage P= 0,5246
Spermatogonien 50 und 100 Tage P= 0,2699 
Sertolizellen 50 und 100 Tage P= 0,0954  
 
P > 0,05  nicht signifikant 
P ≤ 0,05  schwach signifikant 
P ≤ 0,01  signifikant 
P ≤ 0,001 hoch signifikant 

 

Abb.22: Wahrscheinlichkeitswerte der zweifaktoriellen Varianzanalyse und des T-Tests der 

den Progesteronrezeptor exprimierenden Präspermatogonien, Spermatogonien und 

Sertolizellen präpubertärer und geschlechtsreifer Eber in Abhängigkeit vom Alter der Tiere, 

der Position der Zellen und der Phasenverteilung 
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9.4 Nukleotidsequenzen des Progesteronrezeptors und des Östrogenrezeptors-α 

Abb.23: Progesteronrezeptor Schwein 

 

Primer: 

PR- Vorwärts:    5´-CCT AGC TCA CAG CGT TTC TAC C –3 

PR- Rückwärts:  5´-CAT CCC TGC CAA TAT CTT GG –3 

 

Porcine Referenzsequenz für den Progesteronrezeptor:

5´-CCT AGC TCA CAG CGT TTC TAC CAG CTT ACA AAA CTT CTT GAT 

AAC TTG CAT GAT CTT GTC AAA CAA CTT CAT CTG TAC TGC TTG 

AAT ACA TTT ATC CAG TCC CGG GCA CTG AGT GTT GAA TTT CCA 

GAA ATG ATG TCT GAG GTT ATT GCT GCA CAA TTA CCC AAG ATA 

TTG GCA GGG ATG-3´ 

 

Sequenzierergebnis in 5´-3´-Richtung mit PR-Vorwärtsprimer: 

Kontrollgewebe Endometrium Schwein: 99% Homologie 

5´[-----------------------------------------------------------------------]A AAA CTT 
CTT GAT AAC TTG CAT GAT54 TC55TT GTC AAA CAA CTT CAT CTG 
TAC TGC TTG AAT ACA TTT ATC CAG TCC CGG GCA CTG AGT GTT 
GAA TTT CCA GAA ATG ATG TCT GAG GTT ATT GCT GCA CAA TTA 
CCC AAG ATA TTG GCA GGG ATG-3´ 

 
Testgewebe Eberhoden im Alter von 250 Tagen: 99% Homologie 

5´[----------------------------------------------------------------------------------------]T 
GAT AAC TTG CAT GAT54 TC55TT GTC AAA CAA CTT CAT CTG TAC 
TGC TTG AAT ACA TTT ATC CAG TCC CGG GCA CTG AGT GTT GAA 
TTT CCA GAA ATG ATG TCT GAG GTT ATT GCT GCA CAA TTA CCC 
AAG ATA TTG GCA GGG ATG-3´ 

 
Fettgedruckt am Ende die Basenfolge des Rückwärts-Primers. 
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Sequenzierergebnis mit PR-Rückwärtsprimer: 

Kontrollgewebe Endometrium Schwein: 99% Homologie 

CAG ACA TCA TTT CTG  GAA ATT CAA CAC TCA GTG CCC  GGG ACT  
GTC TG T AGT  AAA GAC  CTT  TAA  GTT  GTG AGT CAC  GGG CCC  TGA  

GGA TAA ATG TAT TCA AGC AGT ACA GAT GAA GTT GTT TGA CAA 
CCT  ATT  TAC  ATA  AGT TCG TCA  TGT  CTA  CTT  CAA CAA  ACT  GTT 

GAT CAT GCA AGT TAT CAA GAA GTT TTG TAA GCT GGT AGA AAC 
CTA  GTA CGT  TCA  ATA GTT  CTT  CAA  AAC ATT CGA CCA  TCT  TTG 

GCT GTG AG G CTA GG 
CGA CAC T C C GAT CC 
 
 

Testgewebe Eberhoden im Alter von 250 Tagen: 100% Homologie 

CAG ACA TCA TTT CTG GAA ATT CAA CAC TCA GTG CCC GGG ACT 
GTC TGT  AGT  AAA GAC CTT  TAA  GTT  GTG AGT CAC GGG CCC  TGA 

GGA TAA ATG TAT TCA AGC AGT ACA GAT GAA GTT GTT TGA CAA 
CCT  ATT  TAC  ATA AGT TCG  TCA  TGT  CTA  CTT  CAA  CAA ACT  GTT 

GAT CAT GCA AGT TAT CAA GAA GTT TTG TAA GCT GGT AGA AAC 
CTA  GTA CGT TCA  TAT  CAA  GAA  GTT TTG  TAA GCT  CCA TCT   TTG   

GCT GTG AGC TAG G 
CGA CAC TCG  ATC  C 
 
 

Obere Zeile original Basensequenz; kursiv: analoge Übersetzung der Basen. 

Nicht sequenziert die Sequenz des Rückwärtsprimers 
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Abb.24: Östrogenrezeptor α Schwein: 

 

Primer: 

ER α- Vorwärts:    5´-GAG ATC CTG ATG ATT GGT CT -3´ 

ER α- Rückwärts:  5´-CAT CTC CAG CAG CAG GTC AT -3´ 

 

Porcine Refernzsequenz für den Östrogenrezeptor-α: 

5´- TGG ATC CTG ATG ATT GGT CTT GTC TGG CGC TCC ATG GAG CAC 
CCA GGG AAG CTC CTG TTT GCT CCT AAC TTG CTC CTG GAC AGG AAC 
CAG GGC AAG TGT GTC GAG GGA ATG GTG GAG ATC TTT GAC ATG TTG 
CTG GCT ACA TCA TCT CGC TTC CGT ATG ATG AAT CTC CAG GGA GAG 
GAG TTT GTG TGC CTC AAA TCC ATC ATT TTG CTT AAT TCT GGA GTG 
TAC ACG TTT CTG TCC AGC ACC CTG AAG TCT CTG GAA GAG AAG GAC 
CAT ATC CAC CGT GTC CTG GAC AAG ATC ACA GAC ACC TTG ATC CAC 
CTG ATG GCC AAA GCG GGC CTG ACT CTG CAG CAG CAG CAC CGG CGT 
CTC GCG CAG CTC CTC CTC ATC CTG TCT CAC TTC AGG CAC ATG AGT 
AAC AAA GGC ATG GAG CAT CTG TAC AAC ATGA AGT GCA AGA ACG 
TGG TGC CCC TCT ATG ACC TGC TGC TGG AGA TG –3´ 
 

Sequenzierergebnis in 5´-3´-Richtung mit ER α-Vorwärtsprimer: 

Kontrollgewebe Endometrium Schwein: Homologie 99% 

5´- TGT CTG GCG CTC CAT GGA GCA CCC AGG GAA GCT CCT GTT TGC 
TCC TAA CTT GCT CCT GGA CAG GAA CCA GGG CAA GTG TGT CGA GGG 
AAT GGT GGA GAT CTT TGA CAT GTT GCT GGC TAC ATC AG125 T CTC 
GCT TCC GTA TGA TGA ATC TCC AGG GAG AGG AGT TTG TGT GCC TCA 
AAT CCA TCA TTT TGC TTA ATT CTG GAG TGT ACA CGT TTC TGT CCA 
GCA CCC TGA AGT CTC TGG AAG AGA AGG ACC ATA TCC ACC GTG TCC 
TGG ACA AGA TCA CAG ACA CCT TGA TCC ACC TGA TGG CCA AAG CGG 
GCC TGA CTC TGC AGC AGC AGC ACC GGC GTC TCG CGC AGC TCC TCC 
TCA TCC TGT CTC ACT TCA GGC ACA TGA GTA ACA AAG GCA TGG AGC 
ATC TGT ACA ACA TGA AGT GCA AGA ACG TGG TGC CCC TCT ATG ACC 
TGC TGC TGG AA455G ATG-3`  
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Testgewebe Eberhoden im Alter von 50 Tagen: Homologie 98% 

5´- TGG3 TCT GGC GCT C (--) TG GT17G T19AC CCA GGG AAA20GCT CCT GTT 
TGT32 CCT AAC TTG CTC CTG GAA51 CAG GAA CCA GGT63 GCA AGT T70GT 
GTC GAG GT80G AAT GGT GGA GAT CTT TGA CAT GTT GCT GGC TAC ATC 
AG119T CTC GCT TCC GTA TGA TGA ATC TCC AGG GAG AGG AGT TTG 
TGT GCC TCA AAT CCA TCA TTT TGC TTA ATT CTG GAG TGT ACA CGT 
TTC TGT CCA GCA CCC TGA AGT CTC TGG AAG AGA AGG ACC ATA TCC 
ACC GTG TCC TGG ACA AGA TCA CAG ACA CCT TGA TCC ACC TGA TGG 
CCA AAG CGG GCC TGA CTC TGC AGC AGC AGC ACC GGC GTC TCG CGC 
AGC TCC TCC TCA TCC TGT CTC ACT TCA GGC ACA TGA GTA ACA AAG 
GCA TGG AGC ATC TGT ACA ACA TGA AGT GCA AGA ACG TGG TGC CCC 
TCT ATG ACC TGC TGC TGG AA449G ATG -3´ 
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