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Histochemical Fluorescence Microscopical and Experimental Investigations
on the Impulse Conducting System of Golden Hamsters, Mice and Rats

Swmmary. In the impulse conducting system (ICS) of golden hamsters, mice and rats the
activities of glycolytic as well as of oxidative enzymes are lower than in the myocardium.
However, in the ICS the glycolytic pathway is relatively more active in comparison with the
oxidative metabolism. On the contrary, glucose-6-phosphate dehydrogenase and the lysosomal
enzymes activities are higher in the ICS than in the ordinary cardiac muscle. The lactate
dehydrogenase isoenzyme pattern is nearly the same in both heart muscle tissues. In agreement
with the lowered glycolytic and oxidative metabolism a reduced capillarisation is found in the
ICS. The activities of enzymes involved in glycogen metabolism are related to the amount of
glycogen in the impulse conducting tissue and working muscle. Within the ICS clear species-
dependent and regional metabolic differences have not been observed.

A dense cholinergic innervation occurs in all parts of the ICS of golden hamsters and mice.
An overall rich adrenergic innervation is typical only for the ICS of golden hamsters. In the
mouse heart, however, the adrenergic nerve fibers prefer the sinatrial node.

In the AV system of rats glycogen decreases following hypoxia, catecholamine application
and hunger. In the same ICS-region of golden hamsters a marked loss of glycogen can only be
produced by hypoxia and treatment with catecholamines.

Zusammenfassung. Im Reizleitungssystem (RLS) von Goldhamster, Maus und Ratte sind
nicht nur die oxidativen sondern auch die glykolytischen Enzymaktivitdten geringer als in der
Arbeitsmuskulatur. Innerhalb der Reizleitungsmuskulatur tberwiegt die Glykolyse. Dem-
gegeniiber besitzen Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase und lysosomale Enzyme im RLS
hohere Aktivitidten als im Myokard. Die Lactat-Dehydrogenase-Isoenzyme verhalten sich in
beiden Muskelgeweben weitgehend gleich. Entsprechend dem reduzierten glykolytischen und
oxidativen Stoffwechsel ist die Kapillardichte im RLS gering. Die Aktivititen der Enzyme
des Glykogenstoffwechsels laufen in RLS und Myokard in etwa dem Glykogengehalt parallel.
Klare artspezifische und regionale Stoffwechselunterschiede fehlen innerhalb der Reizleitungs-
muskulatur.

Durch hohe cholinerge Nervenfaserdichte zeichnen sich alle Teile des RLS von Gold-
hamster und Maus aus. Eine dichte adrenerge Innervation ist nur beim Goldhamster im ge-
samten RLS anzutreffen. Im M&useherzen bevorzugen die adrenergen Fasern den Sinus-
knoten.

Im AV-System von Ratten nimmt das Glykogen nach Hypoxie, Katecholamingaben und
Hunger ab. Beim Goldhamster tritt aberzeugender Glykogenverlust im AV-System nur nach
Sauerstoffmangel und Katecholaminapplikation ein.

Einleitung

Alle bisherigen histochemischen Untersuchungen am Reizleitungssystem (RLS)
des Siugerherzen stellen iibereinstimmend fest, daB der oxidative Stoffwechsel im
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Reizleitungsgewebe mit geringerer Aktivitdt als in der Arbeitsmuskulatur ablauft
(Schiebler, 1962 ; Schiebler und Doerr, 1963, Lit., Alcini et al., 1965 ; Berchev und
Rhadanov, 1965 ; Morales und Fine, 1965 ; Otsuka et al., 1967 ; Toth und Schiebler,
1967 ; Isaacson und Boucek, 1968). Weniger klar ist dagegen die Glykolyserate der
spezifischen Herzmuskulatur. Diese wird entweder der des Myokards gleichgestellt
oder als hoher angegeben (u.a. Schiebler und Doerr, 1963, Lit., v. Mohrenschild,
1964 ; Alcini et al., 1965; Otsuka et al., 1967).

Im Gegensatz zu den relativ zahlreichen Mitteilungen zum glykolytischen und
oxidativen Stoffwechsel liegen iiber den Fett- und Glykogenmetabolismus sowie
den Hexosemonophosphat-Shunt nur lickenhafte und teilweise widerspriichliche
Angaben vor (Carbonell, 1955; Schiebler, 1962; v. Mohrenschild, 1964; Alcini
et al., 1965). Ahnlich verhilt es sich mit der Frage nach den lysosomalen Enzym-
aktivitdten in der spezifischen Muskulatur des Saugerherzens (vgl. Carbonell,
1956; Schiebler und Doerr, 1963, Lit.; Hegab und Ferrans, 1966; Otsuka et al.,
1967).

Deshalb haben wir erneut mit histochemischer Technik die Stoffwechsel-
eigentimlichkeiten einschliefllich der Vaskularisation des Reizleitungsgewebes von
Goldhamster, Maus und Ratte im Vergleich zur Triebmuskulatur untersucht.
Hierzu werden z.T. nachweislich verbesserte und neue Verfahren benutzt, wie
z.B. die Darstellung zahlreicher Enzyme an gefriergetrockneten Kryostatschnitten
(vgl. auch Winckler, 1970b). Im Mittelpunkt wird dabei das Studium der Glykolyse
stehen, von deren representativen Enzymen wir auller Lactat-Dehydrogenase die
direkt und ausschlieflich im Durchlauf des Embden-Meyerhof-Weges arbeitenden
Fermente Fructose-1,6-diphosphat-Aldolase und Glycerinaldehyd-3-phosphat-
Dehydrogenase nachgewiesen haben.

Dariiberhinaus beschéiftigen wir uns mit der cholinergen und adrenergen
Innervation des RLS von Goldhamster und Maus, da diese bislang nur bei der
Maus mit unterschiedlichen Ergebnissen bearbeitet wurde (vgl. Nomura, 1952;
Ehinger et al., 1968; Thaemert, 1970). — Mit zunichst mehr orientierenden
experimentellen Untersuchungen hoffen wir, weiteren Einblick in das Verhalten
von Stoffwechsel und Glykogen im RLS zu bekommen (vgl. Schiebler, 1955).

Material und Methoden

Untersucht wurden 50 Goldhamster (Mesocricetus auratus, Durchschnittsgewicht 70 g),
60 Hausmiuse (Mus musculus, Durchschnittsgewicht 25 g), 10 Feldméuse (Microtus arvalis,
Durchschnittsgewicht 25 g), 4 Zwergmiuse (Micromys minutus, Durchschnittsgewicht 7 g)
und 15 Ratten (Rattus norwegicus, Durchschnittsgewicht 250 g) beiderlei Geschlechts. Samt-
liche Tiere waren 3—4 Monate alt. Die Feldmé&use, Goldhamster und Zwergméuse stammten
aus zoologischen Handlungen, die Hausmiuse (NMRI-Albinoméuse) und Ratten (Wistar-
Albinoratten) aus eigener Zucht. Haltung in Macrolon-Kifigen mit Holzspineeinstreu bei
Stalltemperatur von 23 4- 1° C und 12stiindigem kimstlichem Licht-Dunkel-Wechsel. Atromin-
Standarddiit und Trinkwasser ad libitum.

Innerhalb von 2,5 min (in der Regel zwischen 8 und 9 Uhr vormittags) Entnahme der
Herzen in leichter Athernarkose und Einfrieren des stets noch schlagenden Organs in Kohlen-
siuresehnee {(—60 bis 70° C), fliissigem N, oder in mit N, auf ca. —160° C gekiihltem Propan
(vgl. Winckler, 1970a). Einfrieren z.T. auch ganzer Goldhamster und Mause in N,-Propan mit
Priparation der Herzen im Kryostaten bei —28° C und anschlieBender Montage auf mit
nassem Filterpapier bedeckten Objekttellern durch nochmaliges Einbringen in fliissigem N,.
Sofort danach Kryostatschneiden der zuvor auf ca. 3 mm? zugeschnittenen Blécken (Aus-
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nahme: fluoreszenzmikroskopischer Katecholaminnachweis, wofiir ganze oder halbierte
Herzen verwendet wurden) bei —30 bis —20° C (fiir fluoreszenzmikroskopische Untersuchun-
gen niemals unter —23° C; vgl. Heene, 1968).

Fiir Nachweise an nativem Gewebe kurzes Antauen der Schnitte an vorgekiihlte Objekt-
triger und Deckglischen. Fir Gefriertrocknung Sammeln der Schnitte in vorgekiihlten
Plexiglasblocken mit 6—9 Bohrungen oder in Aluminiumhaltern nach Lowry (1953) zur ge-
trennten Aufnahme von Schnitten verschiedener RLS-Regionen und Spezies. AuBlerdem
teilweise Anfertigung von Stufen- und Totalserien. Bis zur Weiterverarbeitung (spétestens
120 min post mortem) Aufbewahrung der Schnitte in einer Tiefkiihltruhe bei ca. —50° C.
Schnittdicke je nach den Erfordernissen 6, 8, 10, 12, 16 und 20 p.

Férbungen. Methylenblau (Henningsen, 1969) und H. E. (Romeis, 1948) an Kryostat-
schnitten zur Lokalisation der spezifischen Muskulatur.

Histochemische Nachweise (soweit nicht besonders angegeben nach Barka und Anderson,
1963). Enzymnachweise an nativen Kryostatschnitten: Aldolase (ALD, 4.1.2.13,56—45 min) nach
Abe und Shimizu (1964), Simon et al. (1966), Arnold et al. (1967, 1968) sowie in eigener
Modifikation nach Simon et al. (1966) mit 1,5 mM NAD und 8 U/ml Glycerinaldehyd-3-
phosphat-Dehydrogenase. Adenosintriphosphatase (ATPase, 15—30 min) nach Wachstein und
Meisel. Acetylcholinesterase (AChE, 3.1.1.7, 45 min) und Butyrylcholinesterase (BChE, 45 min)
mit und ohne Methylenblau- und H. E.-Gegenfirbung nach Karnovsky und Roots (1964)
nach Acetonfixierung (10 min, +4° C); Spezifitdtskontrollen durch 0,1 und 0,01 mM Physio-
stigmin (Eserin), 1, 0,1 und 0,01 mM Tetraisopropylpyrophosphoramid (iso-OMPA) sowie 1,
0,1 und 0,01 mM Diisopropyliluorphosphat (DFP). Cytochromoxidase (CO, 1.9.3.1, 45 min) mit
Hemmung durch 1 mM KCN. Unspezifische Esterasen (uE, 3.1.1.1, 15 min) nach Burstone mit
Differenzierung durch 1 und 0,01 mM E 600. Glycerin-3-phosphat-Dehydrogenase (GP-DH,
1.1.1.8, 45 min). 3-Hydroxybutyrat- Dehydrogenase (3-HBDH, 1.1.1.30, 30 min) mit NAD und
NADP. Isocitrat-Dehydrogenase (ICDH, NAD-abhingig, 1.1.1.41, 30 min; NADP-abhingig,
1.1.1.42, 45 min) mit Isocitronensdurelacton und Na-D,L-Isocitrat. Malat-Dehydrogenase
(MDH, NAD-abhingig, 1.1.1.37, 30 min; NADP-abhingig, 1.1.1.40, 60 min). Glucose-6-
phosphat-Dehydrogenase (G6P-DH, 1.1.1.49, 45 min) nach Altmann und Chayen (1965).
Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (GAP-DH, 1.2.1.12, 5 bis 30 min) nach Himmelhoch
und Karnovsky (1961) mit modif. D, L-Glycerinaldehyd-3-phosphat-didthylacetal-Hydrolyse,
nach Fiske-Subbarow abgewandelter Phosphat-Messung zur Bestimmung der Glycerinal-
dehyd-3-phosphat-Konzentration (Spektralphotometer Zeiss M4 Q, 660nm, Schichtdicke
1 cm), Entfernung des Alkohols im Hydrolysat durch Vakuumdestillation und Spezifitits-
kontrollen durch dJodessigsdure und Jodacetamid (je 1 mM). Lactat-Dehydrogenase (LDH,
1.1.1.27, 1-—30 min) mit und ohne Phenazinmethosulfat (PMS, 0,33 mM) sowie Polyvinyl-
alkohol (PVA, 150 mg/ml); auBlerdem Gelinkubation nach Fahimi und Amarasingham (1964)
sowie nach Jacobsen (1969) mit verschiedenen Li- und Na-L-Lactat- (5—1000 mM), NAD-
(0,01—10 mM) und NBT-Konzentrationen (0,05—5 mM); Isoenzymdifferenzierung durch
Harnstoff (1-—4 M) und Na-Pyruvat (0,1 —10 mM). NADH,- und NADPH,-Dehydrogenase
(Diaphorasen, NADH,- und NADPH,-DH, 15—30 min). Succinai-Dehydrogenase (SDH,
1.3.99.1, 5—30 min) mit verschiedenen Na-D, L-Succinat-Konzentrationen (0,1—500 mM),
unterschiedlichen Fixierungszeiten in Aceton (+4°C, 5—60 min) und Spezifititskontrolle
durch 1 mM Na-Malonat. Saure Phosphatase (sP, 3.1.3.2, 60 min) nach Burstone modif. nach
Barka und Anderson (1963). Alkalische Phosphatase (aP, 3.1.3.1, 60 min) nach Gomori modif.
nach Pearse. Phosphorylase (2.4.1.1, 180 min). Glycogensynthetase (UDPGGT, 2.4.1.11, 180 min)
nach Sasse (1966) mit und ohne 10%ige H,S0,. Transglucosidase (2.4.1.18, 180 min) mit
Glykogen-Nachweis in allen Fillen durch PAS-Reaktion (s.u.).

Enzymnachweise an gefriergetrockneten Kryostatschnitten. Gefriertrocknung nach Lowry
(1953) iiber Nacht (ca. 14 Std) in Lyophilisierungsbehiltern (evacuation and storage tubes) im
Hochvakuum (103 Torr) bei —25 bis —30° C im Kryostaten. Aufbewahrung der evakuierten
tubes bei —30° C bis zu 4 Wochen. AuBlerdem Schnittrocknung in offenen Plexiglasbehéltern
(s.0.) im Speedivac-Pearse Tissue-Dryer Model 1 (Trocknungszeit 60 min, 10-3 Torr, —45° C)
sowie in einer Gefriertrockenanlage Leybold-Heraeus GT 001 (80 min, unter 102 Torr, —45°C)
mit unmittelbarer Weiterverarbeitung der Schnitte. Montage der Schnitte mit zimmer-
warmem Aceton auf albuminisierten und kurz luftgetrockneten Objekttrigern (vgl. Winckler,
1970b) zum Nachweis von ACRE, wE, 3-HBDH, GAP-DH, ICDH, LDH, NADH,-DH,
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NADPH,-DH, aP, sP und SDH. Weiterhin Aufziehen von Schnitten mit Celloidin (Winekler,
1970b) zur Reaktion auf uE und sP. Alkoholreihe, Entellan. — Flottierend auf Objekttrigern
oder in Plexiglasblécken (s.0.) wurden dargestellt: AChE, ALD, AT Pase, GA P-DH, Glutamai-
Dehydrogenase, LDH, Leucinaminopeptidase, Phosphorylase, Transglucosidase vnd UDPGGT.
Danach Spiilen in Aqua dest. oder Ringer und Eindecken in Glycerin-Gelatine. Z.T. auch
Priiparation einzelner Sinus- (SK) und AV-Knoten (AVK) sowie von AV-Biindeln (AVB,
Durchmesser ca. 250 ) und etwa gleich groBer Stiicke Arbeitsmuskulatur (vgl. Lowry, 1964)
zur getrennten Inkubation beider Herzmuskelgewebe. Parallel wurden zur Kontrolle bei allen
Nachweisen native Kryostatschnitte mitgefithrt.

Bevorzugter Elektronenakzeptor war Nitro BT und in einigen Fillen Tetra-Nitro BT.
Die angegebenen Molaritdten sind Endkonzentrationen. Inkubation bei 37° C i feuchter
Kammer (Ausnahmen: uE und G6P-DH bei Zimmertemperatur). Inkubationsvolumen pro
Schnitt 0,5—1 ml. RegelmiBig mitinkubierte Referenzorgane waren Gewebe vom gleichen
Tier mit bekannt hoher Enzymaktivitit, z. B. Leber, Niere, Gehirn und Skelettmuskulatur.
Spezifititskontrollen durch Inkubation ohne Substrat oder Coenzym und ohne andere fiir
normalen Reaktionsablauf notwendige Substanzen sowie durch vorhergehendes Erhitzen der
Schnitte fiir 10 min im Wasserbad bei 100° C.

Glykogen. Perjodsiure-Schiff-Reaktion (PAS; 10 min Perjodsiure, 1 %ig; kurzes Spiilen in
Aqua dest.; 45 min Schiffches Reagens; kriftiges Spiilen in Leitungswasser; Alkoholreihe,
Entellan) an nativen Kryostatschnitten nach Athanolfixierung (100%ig; 10 min, 4-4° C) und
Lufttrocknen sowie an gefriergetrockneten Kryostatschnitten nach Dampffixierung (Auf-
ziehen mit Athanol, 100%ig; 60 min Paraformaldehyd bei Zimmertemperatur; Pearse 1968;
Winckler, 1970b). Kontrollen mit Diastase sowie a-(pH 7,0) und f-Amylase.

Katecholamine. Fluoreszenzmikroskopisch nach Heene (1968). Gefriertrockenanlagen:
Speedivac-Pearse (Trockenzeit 60 min, —45°C, 102 Torr) und Leybold-Heraeus (70 min,
—45° C, unter 10~2 Torr). Spezifititskontrollen durch unbedampfte Kryostatschnitte. Zeiss-
Fluoreszenzmikroskop mit Belichtungsautomatik. Erregerfilter X1; Sperrfilter 50.

Experimente. Hypozie durch Aufenthalt in luftdicht abgeschlossenem Glasgefi8 (Hohe
und Durchmesser je 120 mm) bis zu 60 min (Ratten) und bis zu 130 min (Goldhamster, Méuse)
oder bis zum Exitus durch Asphyxie, AuBerdem Einbringen von Goldhamstern und Minsen
in kleinervolumige Lyophylisierungsbehélter mit gerade noch tolerierter Expositionszeit von
15 min. — Adrenalin, s.c., 0,5 mg/kg (Goldhamster) und 4 mg/kg (Ratten); Noradrenalin,
8.c., 1 mg/kg (Goldhamster) und 8 mg/kg (Ratten) Isoproterendol, s.c., 50 mg/kg (Goldhamster)
und 200 mg/kg (Ratten). T6étung nach 15, 30 und 45 min. — Hunger iber 17 Tage (Ratten)
und 21 Tage (Goldhamster) bei Trinkwasser ad libitum. Folgende Nachweise schlossen sich
regelmiBig an: AChE, CO, GAP-DH, 3-HBDH, LDH, Katecholamine, NADH,-DH, Phos-
phorylase, SDH, Transglucosidase, UDPGGT und Glykogen. Zur Kontrolle wurden stets
unbehandelte Tiere etwa gleichen Gewichtes sowie gleichen Alters und Geschlechtes mitgefiihrt.

Befunde

Wegen der iibereinstimmenden Resultate fiir die an nativen und gefrier-
getrockneten Kryostatschnitten nachgewiesenen Enzymaktivititen bleibt gréten-
teils unerwahnt, mit welechen Verfahren die jeweiligen Ergebnisse erzielt wurden.
Dabei haben wir stets Sinusknoten und oberes Atrioventricularsystem (AVS)
untersucht, die aber nur im Falle regionaler Unterschiede extra aufgefiihrt werden.
Uber die Endausbreitungen des AVS kénnen wir infolge der starken Aufistelung
sowie der haufig artefiziell stirkeren Reaktion kammerlumennaher Herzmuskel-
abschnitte keine sicheren Aussagen machen.

1. Glykolyse
Mitunter kann der Eindruck fast gleich hoher glykolytischer Enzymaktivitdten
in RLS und Arbeitsmuskulatur entstehen. Klarer treten die Differenzen im
glykolytischen Enzymbestand zwischen Reizleitungsgewebe und Myokard bei
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getrennter Inkubation einzelner gefriergetrockneter SK, AVK, AVB und gleich
groBer Stiicke Arbeitsmuskulatur hervor. Dann zeigt sich nach 30 min Inkubation
deutliche Blaufirbung durch Enzym- und Reaktionsproduktdiffusion nur in
Inkubationsmedien mit Myockard. Dies bestétigt die Untersuchung nativer
Kryostatschnitte nach verschieden langen Inkubationszeiten. 5, 10 und 15 min
nach Inkubationsbeginn bleibt die Aktivitit der glykolytischen Enzyme im RLS
zundchst hinter der in der Arbeitsmuskulatur zuriick. Mit beginnender Blau-
firbung des Inkubationsmediums durch Enzym- und Formazanverlust des
Myokards nach ca. 20 min verringern sich die Aktivitidtsunterschiede zwischen den
beiden Muskelgeweben zusehends.

ALD (Abb. 1) reagiert im RLS von Goldhamster, Maus und Ratte wenig
schwacher als in der Vorhofsmuskulatur, jedoch weit geringer als im Kammer-
myokard. Zusatz von PVA (Arnold et al., 1968) oder Erhohung der NAD-Molaritat
und der GAP-DH-Einheiten gegeniiber den von Simon et al. (1966) angegebenen
Konzentrationen verkirzen die Reaktionszeit bei gleichzeitig stirkerer Enzym-
aktivitit. Hohere NAD-Konzentration (1,5 mM) allein und kombiniert mit
groflerer NBT-Molaritit (5 mM) liefern der Originalmethode vergleichbare
Ergebnisse. Vorbehandlung des Hilfsenzymes GAP-DH mit Aceton bis zu 10 min
bei Zimmertemperatur wird praktisch ohne Aktivitdtsminderung toleriert. Un-
befriedigende Ergebnisse liefert die Methode nach Abe und Shimizu (1964).

GAP-DH (Abb. 2) ist zwar in Reizleitungs- und Arbeitsmuskulatur aller drei
Nager aktiver als ALD, zeigt aber die gleichen Intensitdtsdifferenzen. 1 mM
Jodessigsdure hemmt das Enzym vollig, 1 mM Jodacetat nur partiell. Optimal fiir
beide Herzmuskelarten ist eine Substratkonzentration von 40 mM. Auch Er-

Abb. 1. Nachweis von Aldolase nach Simon et al. (1966). bei der Maus am gefriergetrockneten
Kryostatschnitt mit eigener Modifikation. Die Bifurkation (B) reagiert schwicher als das
Kammerseptum (Ks). Inkubationszeit 45 min. Objektiv 2,5fach

Abb. 2. Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase-Reaktion beim Goldhamster am gefrier-
getrockneten Kryostatschnitt 15 min nach Inkubationsbeginn mit geringerer Aktivitit in der
Bifurkation (B) als im Kammerseptum (Ks). Objektiv 2,5fach

Abb. 3. Lactat-Dehydrogenase-Nachweis bei der Feldmaus am nativen Kryostatschnitt nach
Fahimi und Amarasingham (1964). Die Vorhofsmuskulatur (Vm) ist aktiver als der
Sinusknoten (Sk). Sa Sinusknotenarterie. Inkubationszeit 5 min. Objektiv 10fach

Abb. 4. Darstellung der H-Fraktion der Lactat-Dehydrogenase-Isoenzyme beim Goldhamster
mit 3 M Harnstoff am gefriergetrockneten Kryostatschnitt. Die Bifurkation (B) reagiert
kraftiger als das Kammerseptum (Ks). Objektiv 10fach

Abb. 5. Glycerin-3-phosphat-Dehydrogenase-Reaktion beim Goldhamster am nativen Kryo-
statschnitt mit geringerer Aktivitit in der Bifurkation (B) als im Kammerseptum (Ks) nach
45 min Inkubation. Objektiv 4fach

Abb. 6. Succinat-Dehydrogenase-Nachweis im Miuseherzen am nativen Kryostatschnitt
30 min nach Acetonfixierung. Der Atrioventricularknoten (Awvk) reagiert schwicher als das
Kammerseptum (Ks). Objektiv 10fach

Abb. 7. Darstellung der 3-Hydroxybutyrat-Dehydrogenase am gefriergetrockneten Kryostat-
schnitt beim Goldhamster mit geringerer Aktivitit in der Bifurkation (B) als im Kammer-
septum (Ks). Objektiv 4fach
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Abb. 1—7
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niedrigung bis 15 mM fahrt noch zu befriedigenden Resultaten bei etwas protra-
hierter Inkubationszeit (30 min gegentiber 15 bis 20 min bei 40 mM. Substrat-
konzentrationen tiber 50 mM und unter 10 mM schwéchen die Reaktion ab. Die
Acetonfixierung kiirzten wir ohne Aktivitdts- und Lokalisationsinderungen auf
10 min ab und verzichteten auf das Spiilen in physiologischer NaCl vor und nach
der Inkubation. Wegen der besseren Lokalisation verglichen mit unbehandelten
Schnitten wurde die Postfixation in Baker’s Formol beibehalten.

Die LDH-Aktivitat (Abb. 3) entspricht etwa der von GAP-DH in RLS und
Myokard. Auf Steigerung der Substratkonzentration von 50 mM (Konzentration
von L-Lactat als eigentliches Substrat) auf 100 mM reagiert das Enzym nach
30 min mit unverinderter Formazanproduktion. 500 mM Na- oder Li-Lactat er-
hohen die Geschwindigkeit der LDH-Reaktion und fithren schon nach 15 min
zum Reaktionsmaximum. Mit Gelinkubation (Gelatine, PVA) sowie 0,33 mM
PMS, 1,5 mM NAD (normal 0,75 mM) und 5 mM NBT (normal 1,2 mM) 148t sich
die Reaktionszeit weiter verkiirzen, z B. bei Verwendung von Gelatine nach
Fahimi und Amarasingham (1964) auf ca. 3 min, wobei die Gelinkubation die
Diffusion von Enzym- und Reaktionsprodukt lediglich abschwicht, aber nicht
aufhebt. Immer erhalten bleiben wie bei allen Modifikationen des ALD- und
GAP-DH-Nachweises die Aktivitatsdifferenzen zwischen RLS und Arbeits-
muskulatur. Abnahme der Intensitit der LDH-Reaktion tritt zwar in beiden
Herzmuskulaturen mit 20 mM und noch deutlicher mit 5 mM Substratkonzen-
tration auf, macht sich aber gelegentlich im Myokard etwas stiarker als im AVS
bemerkbar. Erniedrigung der NAD-Konzentration unter 0,015 mM sowie der
NBT-Molaritiat unter 0,05 mM fiithrt ebenfalls zu Aktivitdtsminderung der LDH.

Zum Nachweis der LDH-Isozyme bewdhrt sich in beiden Muskelgeweben fir
die H-Fraktion 3 M Harnstoff und fiir die M-Fraktion 0,1 mM Pyruvat. Die
Isoenzyme selbst verhalten sich in RLS und Myokard weitgehend gleich: der
Nachweis der H-Fraktion fallt kriftig aus und kann in der Bifurkation beim
Goldhamster sogar aktiver als im Kammerseptum sein (Abb. 4); die M-Fraktion
fehlt. In Leber und M. gastrocnemius der Ratte (Uberwiegen der M-Fraktion;
von Wijhe et al. 1964; Buta et al., 1966) hemmt 3 M Harnstoff deutlich. Die
Winde der Herzmuskelgefile reagieren nach Harnstoff-Zusatz weiter positiv
und werden durch 0,1 mM Pyruvat inhibiert. 10 mM Pyruvat erbringt auch in
Leber und Skelettmuskel negative Resultate.

Schwacher als die direkt im glykolytischen Durchlauf arbeitenden Enzyme
und LDH reagiert GP-DH (Abb.5) und zwar im Reizleitungsgewebe mit ge-
ringerer Aktivitit als in der Arbeitsmuskulatur.

Zusammenfassend zeigt sich, dafl im RLS die Aktivitiaten der glykolytischen
Enzyme geringer als im Myokard sind.

2. Citronensdurezyklus und Atmungskeite
NADP-abhangige ICDH mit Isocitrat als Substrat produziert im RLS von
Goldhamster und Maus weniger Formazan als im Myokard, das in den Kammern
aktiver als im Vorhofsbereich ist. Mit NAD und Isocitronensiurelacton oder
Isocitrat arbeitet das Enzym in Reizleitungs- und Arbeitsmuskulatur schwach. —
NAD-abhéngige M DH und SDH (Abb. 6) mit 20 mM Succinat gleichen bei Gold-
hamster und Ratte im Reaktionsergebnis der NADP.gebundenen ICDH. Im
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AVS der Maus kann die Aktivitit dieser Enzyme wie die von CO fast die der Atrien
erreichen. Mit NADP als Coenzym ist die MDH-Intensitdt in beiden Herzmuskel-
systemen gering. 200 mM Succinat und 0,33 mM PMS koénnen die SDH-Reaktion
bis auf 5 min (iiblich 30 min) abkiirzen bei unverdnderter Aktivitatsdifferenz
zwischen RLS und Myokard. 10,5 und 1 mM Succinat fiihren bei etwas lingerer
Inkubation in beiden Muskelgeweben zum gleichen Reaktionsergebnis wie 20 mM
Substratkonzentration. 0,5 mM Succinat verringert die SDH-Aktivitdt, wovon
bei der Maus die Arbeitsmuskulatur etwas stiarker als das AVS betroffen sein
kann. Aceton-Fixierung bei -+4° C erniedrigt die Formazanproduktion gering-
gradig, fuhrt jedoch wie bei den meisten anderen Dehydrogenasen zu besserer
Lokalisation (3-HBDH, GP-DH, GAP-DH, LDH, ICDH, MDH, NADH,- und
NADPH,-DH). Ausdehnung der Fixierungszeit von 5 auf 60 min beeinflullt die
SDH-Reaktion kaum. — CO und AT Pase gleichen im Reaktionsergebnis den
Krebszyklus-Enzymen. — Aktiver als die bisher genannten Enzyme sind die
Diaphorasen — NADH,-DH mehr als NADPH,-DH — in Reizleitungsgewebe und
Myokard, das im Kammergebiet starker als in den Vorhofen reagiert.

3. Fettsiureoxidation

NAD-gebundene 3-HBDH (Abb.7) als indirektes Leitenzym fir die -
Oxidation der Fettsduren besitzt im RLS geringere Aktivitit als im Arbeits-
muskel, dessen regionale Intensitidtsunterschiede denen der glykolytischen und
iibrigen oxidativen Enzyme entsprechen. Allerdings fallt der 3-HBDH-Nachweis
bei der Maus in Reizleitungsgewebe und Vorhofsmyokard schwicher als beim
Goldhamster aus. Mit NADP reagiert 3-HBDII in beiden Herzmuskelarten
praktisch negativ.

Insgesamt ist auch die Aktivitit der Enzyme des Citronensdurecyklus, der
Atmungskette und der Fettsiureoxidation in der spezifischen Muskulatur geringer
als in der Arbeitsmuskulatur.

4. Hexosemonophosphat-Shunt

G6P-DH ist zwar in Reizleitungs- und Arbeitsmuskulatur schwach aktiv,
farbt aber das Reizleitungsgewebe etwas mehr an.

5. Glykogen, Glykogenolyse und Glykoneogenese

Das RLS von Goldhamster und Ratte (Abb. 12) ist glykogenreicher als die
Arbeitsmuskulatur, wobei das Reizleitungsgewebe der Ratte iiber die hdchste
Glykogenmenge verfiigt. Innerhalb des spezifischen Gewebes besitzt das AVS
mehr Glykogen als der SK. Im Myokardbereich sind die Vorhéfe am glykogen-
reichsten. Glykogendrmer als im Goldhamster- und Rattenherzen sind Reiz-
leitungs- und Arbeitsmuskulatur der Maus. Methodenabhéingige Differenzen im
Glykogenbestand fehlen. Nach Diastase- und o-Amylase-Kontrolle filit der
Glykogen-Nachweis negativ aus, wihrend - Amylase das Glykogen nicht angreift.
Das Glykogen selbst ist bei Goldhamster und Ratte in RLS und Myokard un-
gleichmiBig verteilt. Vor allem im AVS des Goldhamsters wechseln glykogen-
reiche Zellen mit mehr oder weniger glykogenarmen oder sogar negativen ab.
Weniger ausgeprigt ist dies auch in der Triebmuskulatur beider Spezies der Fall.

4%
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Glykogenverteilungsmuster und Verhalten der glykogenolytischen und glykoneo-
genetischen Enzymaktivitdten gehen in etwa parallel: glykogenreiche Fasern be-
sitzen in beiden Herzmuskelsystemen die hdchste Phosphorylase- (Abb. 8a),
Transglucosidagse- und UDPGGT-Intensitat (Abb. 8b). Alle nachgewiesenen
Enzyme des Glykogenstoffwechsels sind bei Goldhamster und Ratte im RLS am
aktivsten, gefolgt von der Vorhofsmuskulatur. Schwécher reagiert das Kammer-
myokard. Geringer ist der Enzymbestand im Herzen der Maus, wo die Aktivitit
des Reizleitungsgewebes die der Arbeitsmuskulatur nur wenig tbertrifft. Be-
handlung der Schnitte nach der Inkubation mit 10 %iger H,S0, zur spezifischen
Darstellung der UDPGGT 16st in beiden Herzmuskulaturen praeexistentes und
neusynthetisiertes Glykogen heraus. Dagegen tritt in der Leber beim gleichen
Verfahren das typische Reaktionsmuster mit vorwiegend perizentraler Aktivitéit
auf (vgl. Sasse, 1966).

6. Lysosomale Enzyme

Cytoplasmatische Esterase (E 600 sensitiv) kommt im RLS von Goldhamster
und Maus in hoherer Aktivitit vor als im Arbeitsmuskel. Lysosomale Esterase
(E 600 resistent) und sP gleichen sich im Reaktionsergebnis und sind im Reiz-
leitungsgewebe etwas aktiver als im Myokard.

7. Vaskularisation

Die Kapillardichte ist in allen Anteilen des RLS geringer als in der Arbeits-
muskulatur, die in den Vorhofen kapillardrmer als im Kammergebiet ist. Wahrend
im Reizleitungsgewebe ganze Zellaggregate kapillarfrei sind, hat im Ventrikel-
myokard jede Muskelfager innigen Kapillarkontakt. Relativ gut ist der AVK der
Maus vaskularisiert.

Abb. 8. a Nachweis der Phosphorylase beim Goldhamster am gefriergetrockneten Kryostat-

schnitt mit starker Reaktion in der Bifurkation (B). Schwicher reagieren Vorhofsmuskulatur

(Vm) und Kammerseptum (Ks). Objektiv 10fach. b Kriftigerer Ausfall der Glykogen-

synthetase-Reaktion am gefriergetrockneten Kryostatschnitt im Atrioventricularbiindel (Avb)
als im Kammerseptum (Ks) des Goldhamsterherzens. Objektiv 2,5fach

Abb. 9. Acetylcholinesterase-Nachweis am nativen Kryostatschnitt nach Acetonfixierung
beim Goldhamster. Der Sinusknoten (8k) verfiigt iiber ein dichtes cholinerges Nervenfaser-
netz. G Ganglion. Objektiv 4fach

Abb. 10. Hochaktiver und dichter cholinerger Faserplexus im Atrioventricularknoten (Avk)
der Maus. Die Vorhofsmuskulatur (Vi) besitzt mehr cholinerge Nervenfasern als das Kammer-
septum (Ks). Objektiv 4fach

Abb. 11. Katecholamin-Nachweis beim Goldhamster. Der Atrioventricularknoten (Avk) wird
ven zahllosen adrenergen Fasern versorgt. Objektiv 10fach

Abb. 12. Glykogen-Darstellung im unbehandelten Rattenherzen. Das Atrioventricularbiindel
(Awb) ist glykogenreicher als das Kammerseptum (Ks). Objektiv 4fach

Abb. 13. Deutliche Glykogenabnahme im Atrioventricularbiindel (Avb) der Ratte 45 min
nach Isoproterenol-Applikation beim Nachweis am gefriergetrockneten Kryostatschnitt nach
Dampffixierung. Ks Kammerseptum. Objektiv 10fach
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8. Innervation

Mit ACh und BCh als Substraten resultieren im RLS etwa gleiche Reaktions-
muster. 10-3, 10~ und 10-* M iso-OMPA vermindern hier geringgradig die AChE-
und BChE-Aktivitit bei praktisch gleichbleibender Nervenfaserzahl. 10~ und
10-3M Eserin sowie 10-3, 10~%¢ und 10-* M DFP hemmen die Reaktion in allen
Nervenfasern. Mit iso-OMPA noch darstellbare Enzymaktivitat wird als spezifische
Cholinesterase gewertet.

Im RLS von Goldhamster und Maus besitzt der AVK (Abb. 10) in der Regel
die héchste cholinerge Nervenfaserdichte, gefolgt von AVB, SK und AV-Schenkeln;
doch fiarben sich beim AChE-Nachweis im SK aller untersuchten Méausespezies
stets weniger Fasern als beim Goldhamster (Abb. 9) an. In sdmtlichen Anteilen
des Reizleitungsgewebes konnen cholinerge Fasern in die Arbeitsmuskulatur iiber-
gehen, deren Faserbestand immer weit geringer als im RLS ist. Dabei fallt inner-
halb des Myokards auf, daf die Kammern beim Goldhamster tiber wesentlich
mehr cholinerge Fasern als bei der Maus verfiigen. Besonders innig ist im Gold-
hamsterherzen der nervose Kontakt zwischen AVK und Ventrikelseptum. —
Dichte und Verteilungsmuster der adrenergen Fasern gleichen nur im Reizleitungs-
gewebe des Goldhamsters den cholinergen Innervationsverhéltnissen, wobei vor
allem das AVS (Abb. 11) durch Faser- und Varikositdtenreichtum auffillt. Dies
gestattet sicherer als mit enzymhistochemischer Technik die Darstellung weiter
peripher gelegener RLS-Anteile, ohne allerdings die Endausbreitungen quantitativ
zu erfassen. Arm an aminergen Nervenfasern ist mit Ausnahme des SK die Reiz-
leitungsmuskulatur im Herzen von Haus- und Feldmaus, die kaum mehr spezifische
Fluoreszenz bietet als das Myokard.

9. Experimente

Léngere Hypowie fihrt bei Goldhamster, Maus und Ratte in AVS und Arbeits-
muskulatur zu Glykogenabnahme. Gegeniiber Kontrolltieren kommen im AVS
weniger glykogenreiche aber mehr glykogenarme und glykogenfreie Fasern vor.
Im Myokard — in den Ventrikeln ausgepragter als in den Vorhéfen — vergréfiern
sich die glykogenfreien Felder. Parallel dem Glykogenbestand nimmt nach
Sauerstoffmangel die Phosphorylaseaktivitat ab. Geringer als beim Phosphorylase-
Nachweis ist der Aktivitdtsverlust von Transglukosidase und UDPGGT. Hypoxie
mit Exitus durch Asphyxie verstirkt die Befunde nach Sauerstoffmangel. Unver-
andert reagieren nach Hypoxie AChE, CO, 3-HBDH, GAP-DH, LDH, NADH,-
DH und SDH. Kurzfristiger Sauerstoffmangel bei Goldhamster und Maus reduziert
nur im Arbeitsmuskel Glykogenbestand und Phosphorylaseaktivitét geringgradig.
Im AVS ist keine sichere Glykogenabnahme zu beobachten. — Bei Ratten fallen
nach 17tigigem Hunger Glykogen- und Phosphorylasenachweis im Kammer-
myokard negativ und in Vorhofsmuskulatur sowie AVS schwiicher als bei Normal-
tieren aus. Weniger eindrucksvoll ist dies auch beim Goldhamster der Fall. Alle
iibrigen Enzyme reagieren unverdndert mit Ausnahme diskreter Aktivitits-
verluste von Transglukosidase und UDPGGT. — Bereits 15 min nach Applikation
von Adrenalin, Noradrenalin und Isoproterenol koénnen in Reizleitungs- und
Arbeitsmuskulatur von Goldhamster und Ratte Glykogenmenge und Phosphoryl-
aseaktivitdt vermindert sein. Zuverlissig treten Verluste von Glykogen und
Phosphorylase in beiden Herzmuskelarten aber erst nach 30 min auf. Nach 45 min
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gelingen Glykogen- und Phosphorylase-Darstellung in der Ventrikelmuskulatur
hiufig nicht mehr und sind im Vorhofsmyokard sowie im AVS deutlich ab-
geschwicht (Abb. 13). Die stirkste Wirkung aller Katecholamine auf das Reiz-
leitungssystem besitzt Isoproterenol gefolgt von Adrenalin. Etwas geringer sind
die Veranderungen nach Noradrenalingabe. Beim Katecholaminnachweis ist ein
Anstieg der Fluoreszenzintensitit ohne Zunahme der Faserzahl nach Applikation
von Adrenalin und Noradrenalin zu verzeichnen. Die tibrigen Enzyme verhalten
sich wie bei Normaltieren. Sicher nachweisbare Nekrosen fehlen im AVS von Gold-
hamster und Ratten. Festzustellen ist allerdings, daB trotz gleicher Versuchs-
bedingungen die Glykogenabnahme bei allen Experimenten individuellen Schwan-
kungen unterliegt.
Diskussion

Unsere Untersuchung zeigt, daf im RLS von Goldhamster, Maus und Ratte
nicht nur die oxidativen sondern auch die glykolytischen Enzymaktivitdten
geringer sind als in der Arbeitsmuskulatur bei relativ stirkerer Glykolyse im
RLS. Dies widerspricht der bisherigen Vorstellung, wonach im Reizleitungs-
gewebe der Siugetiere die glykolytische Stoffwechselaktivitit die im Myokard er-
reicht oder sogar ubertrifft (Schiebler, 1962; Schiebler und Doerr, 1963, Lit.;
v. Mohrenschild, 1964 ; Aleini et al., 1965; Berchev und Rhadanov, 1965; Morales
und Fine, 1965; Otsuka et al., 1967; Toth und Schiebler, 1967; Isaacson und
Boucek, 1968). Méglicherweise sind methodische Griinde und eventuell auch
speziesgebundene Variationen fiir die differierenden Angaben tiber die glykolytische
DurchlaufgroBfe im Reizleitungsgewebe verantwortlich. So zeigt sich die geringe
Glykolyseaktivitit im RLS von Goldhamster, Maus und Ratte deutlicher erst bei
abgekiirzten Inkubationszeiten. Bei langerer Inkubation gleichen sich durch
bevorzugte Diffusion von ALD, GAP-DH und LDH (vgl. auch Fahimi und
Amarasingham, 1964; Lojda, 1965; Kunze, 1967; Arnold et al., 1968; Jacobsen,
1969) aus dem Myokard die glykolytischen Stoffwechselaktivititen in beiden
Herzmuskulaturen weitgehend an. Unklar bleibt, warum aus dem Myokard mehr
Enzym und Reaktionsprodukt diffundiert als aus dem Reizleitungsgewebe. Die
Aktivitat der diaphoraseabhingigen glykolytischen Dehydrogenasen dirfte in
etwa den wirklichen Verhiltnissen entsprechen, da auch PMS als zusitzlicher
Elektronenakzeptor zur Ausschaltung der limitierenden NADH,- und NADPH,-
DH (u.a. Farber et al., 1956; v. Wijhe et al., 1963; Brandau und Pette, 1966;
Reiss, 1967) die Aktivititsunterschiede zwischen Reizleitungs- und Arbeits-
muskulatur aufrecht erhilt,

Besser stimmen unsere Resultate mit enzymhistochemischen Befunden am
RLS der Vogel (Gossrau, 1968a, b; vgl. aber Michel und Junge, 1970) und am
AVS von Hund, Kalb und Schwein (Snijder und Meijer, 1970) sowie mit bio-
chemischen Messungen an AV-Schenkeln von Rind und Kalb iiberein (Kiibler
et al., 1969). Nach diesen Untersuchungen ist auch der glykolytische Durchlauf
im Reizleitungsgewebe geringer als im Myokard. Allerdings tiberwiegt im AVS
groBer Saunger die Glykolyserate im Vergleich zum oxidativen Stoffwechsel
stiarker als im Vogelherzen. Geringer sind die Differenzen zwischen glykolytischen
und oxidativen Enzymaktivititen innerhalb des RLS und gegeniiber der Arbeits-
muskulatur bei den von uns untersuchten Goldhamstern und Méusen. Vielleicht
dhnelt die Reizleitungsmuskulatur nicht nur histologisch (Schiebler, 1955; Goss-
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rau und Dryden, 1971, in Vorbereitung) sondern auch enzymbhistochemisch vor
allem dem Vorhofsmyokard umso mehr, je kleiner die Tiere sind. Die relativ
schwache GP-DH-Aktivitit im RLS aller drei Nager deutet darauf hin, dafl das
Reizleitungsgewebe (Kiibler et al., 1969) dhnlich wie die Arbeitsmuskulatur (Lee
und Lardy, 1965; Opie, 1969, Lit.) vermutlich bei der NAD-Regeneration andere
Wege geht als die Skeletmuskulatur (Boxer und Devlin, 1961 ; Blanchaer, 1964). —
Entsprechend dem herabgesetzten Energiebedarf bzw. Substrat- und Sauerstoff-
verbrauch geniigt der Reizleitungsmuskulatur eine geringere Kapillardichte als
dem Myokard (u.a. Schiebler, 1955; Gallo, 1956; Schiebler und Doerr, 1963, Lit.,
Pape et al., 1969).

Auf Grund des weitgehend identischen LDH.-Isozymmusters in beiden Herz-
muskelsystemen mit hochaktiver H-Form bei fehlender M-Fraktion (vgl. Kiibler
et al., 1969) wire das RLS weniger unter die Gewebe mit dominierender Glykolyse
einzureihen, als vielmehr wie das Myokard und die roten Rasern der Skelet-
muskulatur (Kunze, 1967; Opie, 1968, Lit.; vgl. aber Snijder und Meijer, 1970)
eher zu solchen mit iiberwiegend oxidativer Stoffwechsellage zu zdhlen (Pfleiderer
und Wachsmuth, 1961 ; Cahn et al., 1962; Wilson et al., 1963; Kaplan und Good-
friend, 1964). Auch wegen der geringen Aktivitdtsunterschiede zwischen glykoly-
tischen und oxidativen Enzymaktivititen sowie der gleichen Reaktion auf Ande-
rungen der Substrat- und Coenzymkonzentration beim LDH- und SDH-Nachweis
mochten wir stoffwechseltypmafig das Reizleitungsgewebe von Goldhamster und
Maus in die Nahe der Arbeitsmuskulatur ricken.

Zusammengenommen haben wir hinsichtlich der glykolytischen und oxidativen
Stoffwechseleigentiimlichkeiten des RLS den Eindruck, dall unabhingig von
moglichen tierartlichen Unterschieden zwischen schnitthistochemischen und bio-
chemischen Ergebnissen auch weiterhin gewisse Diskrepanzen bestehen. Hierfir
kénnen methodische Griinde verantwortlich sein. Beispielsweise sind die von
Kiibler et al. (1969) im Kammermyokard gemessenen glykolytischen Enzym-
aktivititen etwa doppelt so hoch wie in den AV-Schenkeln, wihrend unsere
Unterschiede in der Glykolyserate zwischen Reizleitungs- und Arbeitsmuskulatur
wesentlich diskreter sind. Dabei haftet histochemischen Verfahren der Nachteil an,
nur beschrankt quantifizieren zu kénnen. Aber auch gegeniiber biochemischen
Messungen an Homogenaten (Kiibler et al., 1969) ist eine gewisse Zuriickhaltung
geboten; denn man ist zwecks ausreichender und relativ schneller Gewebs-
gewinnung auf kriftig entwickeltes und sicher lokalisierbares Reizleitungsgewebe
angewiesen, das in geeigneter Form eigentlich nur in den AV-Schenkeln grofier
Huftiere anzutreffen ist, muB aber dafiir mancherlei Verunreinigungen durch das
hier besonders reichliche Bindegewebe (Schiebler und Doerr, 1963, Lit.) in Kauf
nehmen. Deshalb scheinen uns beide Verfahren nicht ganz auszureichen, um end-
giiltige Aussagen iiber Glykolyse und oxidativen Stoffwechsel im Reizleitungs-
gewebe des Saugerherzens zu machen. Fortschritte erwarten wir uns von der
Untersuchung des stellenweise auBerordentlich bindegewebsarmen RLS von
Goldhamster und Maus (Gossrau und Dryden, 1971, in Vorbereitung) mit mikro-
chemischen Methoden.

Der verglichen mit dem Myokard vermehrte Glykogengehalt im RLS der
Séuger ist bekannt (u.a. Schiebler, 1953, 1955; Schiebler und Doerr, 1963, Lit.;
Snijder und Meijer, 1970) und trifft auch fir die spezifische Muskulatur von
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Goldhamster und Ratte zu (Alcini et al., 1965), ist aber bei der Maus kaum
nennenswert gegeniiber der Arbeitsmuskulatur erhéht. Letzteres beobachten
Snijder und Meijer (1970) auch im AVK des Hundes. Selbst wenn wegen un-
geniigender Methodik der in situ an sich reiche Glykogenbestand im RLS der
Maus dem Nachweis entgeht, miilten zumindest noch UDPGGT und Trans-
glucosidase darstellbar sein; denn bei Goldhamster und Ratte laufen diese Enzyme
dem Glykogengehalt parallel und bleiben auch nach Glykogenabnahme nahezu
unverdndert aktiv. Lediglich die an das Glykogen gebundene Phosphorylase ver-
hilt sich gleichsinnig zum Glykogenverlust (vgl. Godlewski, 1964; Hecht et al.,
1968). Insofern diirfte die Glykogenarmut der spezifischen Herzmuskulatur der
Maus in etwa den wirklichen Verhéltnissen entsprechen.

Unklar ist bisher die funktionelle Bedeutung des Glykogenreichtums im RLS,
der z.B. trotz Thyroxin- und Schwimmbelastung bis zur Erschépfung beim
Kaninchen unverandert hoch bleibt (Schiebler, 1955; Schiebler et al., 1956). Wir
kénnen zeigen, daB es im AVS der Ratte nach Sauerstoffmangel, Katecholamin-
gaben und Hunger zur Glykogenabnahme kommt. Beim Goldhamster ist dies
sicher nur nach Hypoxie und Katecholaminapplikation der Fall. Dabei haben wir
wenigstens im Rattenherzen den Eindruck, daB kein prinzipieller Unterschied im
Glykogenverhalten von Reizleitungs- und Arbeitsmuskulatur besteht. Der
Glykogenverlust nach Hypoxie erhéirtet die Vermutung von Schiebler et al. (1956),
wonach das Glykogen bei Sauerstoffmangel freigesetzt werden kénnte.

Wihrend sich die Stoffwechselsituationen im RLS von Goldhamster und Maus
weitgehend gleichen, erbringt die Untersuchung der Innervationsverhéltnisse
deutlicheregionale und tierartliche Differenzen. Nurim Goldhamsterherzenzeichnen
sich alle Anteile der Reizleitungsmuskulatur durch hohe cholinerge und aminerge
Faserdichte aus, wobei beide Nervenfasertypen etwa gleich reichlich vertreten
sind. Im Herzen von Haus- und Feldmaus bevorzugen die cholinergen Fasern das
AVS, die adrenergen aber den SK. Dagegen beobachten Ehinger et al. (1968) im
RLS der Hausmaus ein dem Goldhamster vergleichbares cholinerges und aminerges
Innervationsmuster. Besser stimmen unsere Ergebnisse mit elektonenmikroskopi-
schen Befunden iiberein, wonach der AVK iiberwiegend cholinerg versorgt wird
(Thaemert, 1970). Der auBerordentlich dichten cholinergen Innervation des SK
beim Goldhamster kommt moglicherweise fir die Herabsetzung der Herzfrequenz
im Rahmen des Winterschlafes dieser Spezies Bedeutung zu (vgl. Nielsen und
Owman, 1968 ; Kelsall und Visci, 1970). Die unterschiedlichen Innervationsmuster
im RLS von Goldhamster und Maus deuten daraufhin, dal sich ganz allgemein
das Konzept einer iiberwiegend aminergen Versorgung des SK sowie einer bevor-
zugt cholinergen Innervation des AVS (vgl. Gossrau, 1968a, Lit.) nicht aufrecht-
erhalten 1aBt. Offenbar sind die Inmnervationsverhéltnisse in der spezifischen
Herzmuskulatur wesentlich komplizierter und bediirfen weiterer Untersuchung.
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