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Vorwort

Dem Ovar als Ursprungsort der weiblichen Fruchtbarkeit und der Sexualsteroide 

ist der vorliegende Band der Buchreihe  „Perspektive Fertilität“  gewidmet. Das 

ovarielle Zyklusgeschehen und die endokrine Steuerung durch Hypothalamus 

und Hypophyse sind jedem Kliniker gut vertraut. Weitaus schlechter werden hin-

gegen noch die Mechanismen der frühen Keimzellanlage und die Steuerung der 

gonadotropinunabhängigen Phase der Follikelreifung verstanden. Der sukzessive 

Verlust an Primordialfollikeln über die Lebensspanne der Frau ist bekannt und die 

ovarielle Reserve ist näherungsweise bei jeder Frau in der Klinik quantifizierbar. 

Allein die Kenntnis der intra-ovariellen Mechanismen, welche die Follikelreifung 

und Atresie kontrollieren, würde es erlauben, neue Pharmakotherapien zur Ver-

zögerung der ovariellen Erschöpfung und In-vitro-Systeme der Eizellreifung zu 

entwickeln. Wesentliche neue Erkenntnisse mit möglicherweise tiefgreifenden 

Implikationen für die weibliche Fruchtbarkeit und die menschliche Reproduktion 

schlechthin werden auch von einem besseren Verständnis gerade der frühen 

Keimzellbildung erwartet. Exemplarisch sei an dieser Stelle die Suche nach ovari-

ellen Stammzellen genannt. 

Der vorliegende Band spannt nun den Bogen von der primordialen Keimzelle 

bis hin zur klinischen Diagnostik der ovariellen Reserve und den Optionen des Fer-

tilitätserhalts bei drohendem Verlust der Fruchtbarkeit. In Person von Frau Prof. Dr. 

rer. nat.  Ursula Eichenlaub-Ritter (Universität Bielefeld) ist es gelungen, eine inter-

national anerkannte, herausragende Expertin für den Teil der biologischen Grund-

lagen als Autorin für dieses Buch zu gewinnen. Die international anerkannte Ar-

beitsgruppe unter Leitung von Herrn Prof. Dr. Ludwig Wildt (Universität Innsbruck) 

hat einen langjährigen Schwerpunkt in der gynäkologisch-endokrinen Forschung 

und war somit prädestiniert, den Buchteil zu Störungen der ovariellen Reserve und 

Fertilitätserhalt zu gestalten. 

Prof. Dr. med. Georg Griesinger

Prof. Dr. med. Paul Martin Holterhus
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Milestones der weiblichen Keimzellenentwicklung 
Ursula Eichenlaub-Ritter

Einleitung

Oozyten gehören mit zu den langlebigsten Zellen im weiblichen Organismus, denn 

sie können über Jahrzehnte im Ovar ruhen, bevor sie ovuliert werden. Die Entwick-

lung von Vorläuferkeimzellen (primordialen Keimzellen), die zunächst noch nicht 

sexuell differenziert sind, und des Ovars beim Menschen beginnt schon im Postim-

plantationsembryo und schreitet während der Schwangerschaft fort (Abb. 1A). 

Die zyklische Ovulation einer reifen, entwicklungsfähigen Oozyte beginnt erst 

mit der Pubertät (Abb. 1B). Vorher und während der ganzen fertilen Periode wird 

durch kontinuierliche Rekrutierung von primordialen Follikeln und Verlust von Fol-

likeln durch Atresie der Pool verringert, bis nur noch etwa 103 Follikel am Ende der 

Reproduktionszeit im menschlichen Ovar vorhanden sind (Abb. 3), die nicht mehr 

reifen können. Zum Ende der Reproduktionszeit scheint dabei ein dramatischer 

Anstieg der Fehlverteilung von Chromosomen mit zum Verlust der Fertilität und 

dem Anstieg von Trisomien beizutragen (solide Linie in Abb. 3) [1, 2]. Demnach 

ist das Auftreten von Aneuploidien in Oozyte und Embryo einer der wichtigsten 

Faktoren für reduzierte Fertilität auf Grund von Störungen in der Oogenese.

Nach heutigem Wissensstand stammen alle bis zum Ende der Reproduktions-

zeit ovulierten Eizellen aus dem im Embryo angelegten Pool von primären Eizellen, 

die in primordialen Follikeln überleben (Abb. 1A; Milestones 1–3), in denen sie bis 

zu mehreren Jahrzehnten meiotisch arretiert sind. Erst nach Aktivierung der Follikel 

treten sie vom ruhenden in den wachsenden Zustand (Milestone 5), während der 

Follikulogenese nehmen sie erheblich im Volumen zu (Milestones 6–8; Abb. 1) und 

erreichen endlich kurz vor der Ovulation die Reifungs- und Entwicklungskompe-

tenz (Milestone 8; Abb. 1). Erst dann kann die Reifung wieder aufgenommen und 

die Oozyte ovuliert und fertilisiert werden (Milestones 8–11). 
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Während die frühen Stadien der Follikulogenese mit Aktivierung der Fol-

likulogenese nicht von der Ausschüttung gonadotroper Hormone abhängig 

sind (Abb. 1A), werden die Follikel ab dem präantralen Stadium Gonadotrop-an-

sprechbar und exprimieren entsprechende Rezeptoren. Im antralen Stadium 

stellen Gonadotropine dann einen essentiellen Überlebensfaktor dar. Am Ende 

der Follikulogenese wird auf Grund hormoneller Signale durch die Ausschüttung 

von lutenisierendem Hormon (LH) und dadurch ausgelösten Signalkaskaden die 

Wiederaufnahme der Reifung der Eizelle und ihrer Entwicklung bis zur Metapha-

se der zweiten Reifeteilung eingeleitet, bis sie im muzifizierten Cumulus-Oozy-

ten-Komplex (Cumulus-Oocyte-Complex; COC) in der Metaphase II (MII) bei der 

Ovulation in die Ampullen gelangt, wo die reife Eizelle erst nach der Befruchtung 

durch ein Spermium und Aktivierung die zweite Meiose abschließen kann (Abb. 

1B). Dabei wird zunächst vor der Ovulation der erste und nach Befruchtung der 

zweite kleine Polkörper in einer asymmetrischen Cytokinese abgeschnürt. Nach 

der Befruchtung wandelt sich der haploide Chromosomensatz der Eizelle und der 

des Spermiums zum weiblichen und männlichen Vorkern um (Abb. 1B; Milestone 

11), es findet eine erste zygotische S-Phase statt und die so entstandene Zygote 

kann sich weiter zum diploiden Präimplantationsembryo entwickeln. Dabei werden 

alle Genprodukte und Zellorganelle für die frühe Präimplantationsentwicklung wie 

z.B. die Mitochondrien von der Eizelle bereitgestellt [1] und Genprodukte und Or-

ganelle müssen sich durch Transkription, Translation und Bereitstellung von Meta-

boliten aus Granulosazellen während der Entwicklung der Eizelle vermehren (Abb. 

1A). Das Spermium bringt einige RNAs, das paternale Chromatin und das Sper-

miencentriol / -centrosom zur Entwicklung der Zygote ein, während die meisten 

Genprodukte maternal bereitgestellt werden müssen, damit sich der Embryo bis 

zur vollen zygotischen Genaktivierung und darüber hinaus entwickeln kann. Die 

normale Prä- und Postimplantationsentwicklung ist demnach weitgehend von 

maternal vererbten Produkten und der geregelten Verteilung von Chromosomen 

in der Meiose in der Oogenese (Abb. 1B) (und in der Spermatogenese) und in den 

mitotischen Teilungen in der Embryonalentwicklung abhängig. 

Im vorliegenden Beitrag sollen die Meilensteine der Eizellentwicklung (ge-

kennzeichnet durch rote Pfeile in Abb. 1) und ihre Relevanz für die Fertilität, Ent-

wicklungsfähigkeit und Gesundheit des Embryos kurz dargestellt werden.
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1. 	Ursprung und Wanderung von primordialen 
	 Keimzellen und epigenetische Prozesse

Primordiale Keimzellen (englisch: Primordial Germ Cells, PGCs) sind die Vorläufer 

der Gonozyten. Zunächst als „epiblast embryonal stem cells“ (Epi ESC) bezeichnete 

Zellen, die dann zu PGCs werden, entstehen bereits im proximalen Teil des Dotter-

sacks, dem proximalen Epiblasten kurz nach der Implantation des Embryos, beim 

Menschen etwa bis zur 16. Schwangerschaftswoche [3]. Sie wandern entlang des 

Darms zu den sich entwickelnden Gonadenanlagen, wobei offenbar Chemoattrak-

tion eine Rolle spielt (Abb. 1A). Ein Teil dieser Translokation wird möglicherwei-

se auch schon durch die laterale Faltung des Darms im Embryo bewirkt, die beim 

Menschen etwa in der fünften Woche der Schwangerschaft abgeschlossen ist [4]. 

Eine Reihe von konservierten Signalmolekülen und Wachstumsfaktoren wurden in 

den letzten Jahren  vor allem im Mausmodell identifiziert, die an Entstehung und 

Wanderung der PGCs beteiligt sind. Zum Beispiel spielen Proteine aus der Familie 

der „Transforming Growth Factors ß“ (TGFß), wie die Bone-Morphogenetic-Pro-

teine 4 und 8 (BMP4, BMP8), aber auch sezernierte und Rezeptorproteine zum 

Beispiel cKIT- und KIT-Ligand und die Expression von Markern der PGCs wie Stella 

und BLIMP1 (Blymphocyte induced maturation protein 1, ein transkriptionaler Re-

pressor, auch PR domain zinc finger protein 1, PRDM1, genannt) sowie PRDM14 

(PR domain zinc finger protein 14), ein transkriptioneller Regulator, der die Spezi-

fizierung zum somatischen Status verhindert [5, 6], und Solh1 (Spermatogenesis 

and Oogenesis specific basic Helix-Loop-Helix protein 1), eine Rolle, die die Ge-

nexpression beeinflussen. An der Keimzellspezifizierung ist unter anderem auch 

die Expression von OCT4 (Octamer-binding transcription factor 4; auch POU 5 

class homeobox 1, PO5F1, genannt), einem Pluripotenzmarker, beteiligt.

Die Reprogrammierung des Genoms ist für die Keimzellbildung ein wichtiger 

Meilenstein in der Etablierung von Vorläuferkeimzellen (Milestone 1) [7]. Während 

der Spezifikation und Wanderung der PGCs erfolgt die Reprogrammierung nicht 

nur durch Veränderungen im Expressionsmuster, sondern auch durch Veränderun-

gen in der globalen Modifikation von Chromatin (z.B. der Demethylierung von Cy-

tosin in CpG Dinukleotiden). Dazu gehört z.B. die Reaktivierung des inaktivierten 
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zweiten X-Chromosoms in PGCs im weiblichen Geschlecht, wie auch in der Entfer-

nung von Modifikationen an der DNA (Imprints), die vom Spermium und der Eizelle 

geschlechtsspezifisch bei der Fertilisation in die Zygote eingebracht und zunächst 

unverändert an alle Tochterzellen im Embryo weitergegeben werden (siehe [7, 8]). 

Diese Imprints müssen gelöscht werden, z.B. von DNA-Methylcytosin-Deoxy-

genase-Enzymen (Tet1/Tet2; Ten-eleven translocation 1/2 gene protein) [9, 10]. 

Vorhandene Modifikationen an der DNA der parentalen Imprints werden dann bei 

der anschließenden Replikation entfernt, bevor sie in der für die Eizelle spezifi-

schen Weise bei der Oozytenbildung viel später (während des Oozytenwachstums, 

Milestone 6–8; Abb. 1a) wieder neu etabliert werden können. Störungen in diesen 

epigenetischen Modifikationen können zu Fehlentwicklungen und Pathologien 

wie dem Prader-Willi- oder Angelman-Syndrom führen und transgenerations-epi-

genetische Mutationen auslösen.  

Das embryonale Ovar entsteht, wenn die PGCs die Gonadenanlagen errei-

chen, beim Menschen ungefähr 30 Tage nach der Befruchtung und in den folgen-

den Wochen in enger Verbindung mit dem Mesonephros. Die somatischen Zellen 

des embryonalen Ovars entstehen aus dem Mesonephros und dem Epithelium 

des Coeloms. Unter anderem scheinen Neuropeptide und andere Faktoren die 

mitotischen Teilungen von PGCs und von den mitotisch sich teilenden Vorläufern 

der Eizellen, den Oogonien, zu stimulieren und so die Bildung der Gonadenleiste 

zusammen mit morphogenetischen Prozessen, Bildung der intraovariellen Rete 

und Bildung von Pregranulosazellen zu fördern (Review in [4]). Die Einwanderung 

von PGCs erfolgt überwiegend in den frühen Stadien der Schwangerschaft und 

scheint bei der Geburt abgeschlossen zu sein. So konnten keine PGCs oder Oogo-

nien zwei Jahre nach der Geburt im menschlichen Ovar mehr festgestellt werden, 

so dass die Anlage des Vorrats an PCGs und mitotisch sich teilenden Keimzellvor-

läufern während der embryonalen Entwicklung abgeschlossen zu sein scheint. Da-

mit wird auch der Pool an Follikeln und Oozyten, die sich daraus entwickeln und mit 

der Meiose beginnen und sie nach der Ovulation abschließen können, begrenzt. 

Welche Bedeutung Stammzellen im Ovar für die physiologische Neubildung von 

Oozyten nach der Geburt haben, wird gegenwärtig kontrovers diskutiert [11, 12].
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2. 	Mitose, Oogonien und Prophase I der Meiose in 
	 primären Oozyten

Wenn die PGCs die Genitalleiste im weiblichen Embryo erreicht haben, werden 

sie in Abwesenheit eines Y-Chromosoms und daher Abwesenheit der Expression 

des SRY-Gens auf dem Y-Chromosom in den somatischen Zellen dazu angeregt, 

sich geschlechtlich zu Oogonien zu differenzieren. Dabei spielt die Expression von 

Rspo1, Wnt4 und Foxl2 in somatischen Zellen der Gonadenanlage eine Rolle, die 

das Commitment zur Entwicklung der Oogonien auslösen (Milestone 2). Oogonien 

machen mitotische Teilungen durch und werden dann zu primären Oozyten, die 

unter dem Einfluss von Retinsäure und dem Stra8-Transkriptionsfaktor (Stimula-

ted by Retinoic Acid 8) Meiose-spezifische Genprodukte synthetisieren [13, 14]. 

Unter anderem werden Proteine wie SYCP3 und SYCP1 (Synaptonemal complex 

proteins 1 und 3) gebildet, Komponenten des Synaptonemkomplexes (SYC; siehe 

unten; [15]). Proteine der Familie DAZ (deleted in azoospermia), DAZL (DAZ-like) 

und BOLL (auch Boule oder Boule-like genannt), die RNA-bindend sind und die 

Translation von keimzellspezifischen mRNAs induzieren, scheinen sequenziell für 

die frühe Oogenese, Meiose und später bei der Bildung der primordialen Follikel 

notwendig [16].

Zur Generierung haploider Gameten müssen die Chromosomen nach der 

meiotischen S-Phase in zwei Teilungsschritten (Meiose I und II) getrennt werden 

(Milestone 8–11; Abb. 1B). Die Prophase I der ersten Reifeteilung beginnt schon 

im embryonalen Ovar zwischen der 8. bis 13. Woche der Schwangerschaft (Abb. 

1B; Milestone 3). Danach findet erst ab der Pubertät die Wiederaufnahme der Rei-

Abb. 1   Milestones in der Entwicklung der Oozyte: von der Zygote bis zur primären Oozyte (A) und in der 
Meiose bis zur Fertilisation (B). Die Milestones sind mit roten Pfeilen gekennzeichnet. 1. Entwicklung von 
primordialen Keimzellen und sexuelle Differenzierung. 2. Oogoniale Mitosen und Bildung primärer Oozyten. 3. 
Nester von Oogonien, Nestbreakdown und Prophase I der Meiose in primären Oozyten. 4. Bildung primordialer 
Follikel und Eintritt in meiotischen Arrest. 5. Rekrutierung primordialer Follikel und Entwicklung zu primären 
Follikeln. 6. Proliferation der Granulosazellen und Beginn des Oozytenwachstums in den sekundären Follikel. 
7. Antrumbildung, Differenzierung in Cumulus und murale Granulosazellen, Wachstum und Differenzierung bis 
zum großen Graaf’schen Follikel. 8. Erreichen der vollen Kernreifungs- und Entwicklungskompetenz der Oozy-
te, transkriptionelles Silencing und Bildung des surrounded Nucleolus(SN)/Wiederaufnahme der Reifung. 9. 
Auflösung der Kernmembran (GVBD), Spindelbildung und Chromosomenanordnung und Trennung in der ers-
ten Meiose. 10. Abschnürung des 1. Polkörpers (PB1) und Entwicklung bis zum Metaphase-II-Arrest, Ovulation 
im Cumulus-Oozyten-Komplex. 11. Abschluss der Meiose II, Abschnürung des 2. Polkörpers (PB2) und Bildung 
eines männlichen und weiblichen Vorkerns, je mit haploiden Chromosomensatz. Für weitere Erläuterungen 
siehe Text. (S-Phase bis Diplotän: Abb. modifiziert aus [17])
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fung in schon voll ausgewachsenen Eizellen statt (Milestone 8–10), die dann spä-

ter nach der Ovulation und Fertilisation die Meiose II beenden können (Milestone 

11), so dass zunächst die ursprünglich väterlichen und mütterlichen Chromoso-

men voneinander getrennt werden (Reduktionsteilung) und dann Chromatiden-

trennung (Äquationsteilung) zum haploiden Satz stattfindet [17]. Somit besitzt 

die Einzellzygote nach der Befruchtung je einen haploiden Chromosomensatz 

(jeweils eine Chromatide eines jeden Chromosoms) im weiblichen und männlichen 

Pronukleus. Der erste Polkörper besitzt je zwei Geschwisterchromatide eines je-

den Chromosoms aus dem weiblichen Genom, der zweite Polkörper ist haploid und 

sollte nur je eine Chromatide eines jeden Homologs enthalten (Abb. 1B, Milestone 

11) [17]. Eine Untersuchung der chromosomalen Konstitution bei der Polkörper-

diagnostik, z.B. mittels „array comparative genomic hybridisation“ (aCGH), kann 

demnach zur Entdeckung von Fehlverteilung der Chromosomen in der weiblichen 

Meiose eingesetzt werden, indem die relative Menge an Chromatin eines jeden 

Chromosoms bestimmt wird (z.B. [18–20]).

Für eine geregelte Trennung der homologen ursprünglich väterlichen und 

mütterlichen Chromosomen in der ersten Meiose ist es aber essentiell, dass sie 

physikalisch miteinander durch Chiasmata verbunden sind, was für die bipolare 

Ausrichtung in der Meiosespindel wichtig ist. Dabei müssen die beiden Geschwis-

terchromatiden in jedem Homolog miteinander verbunden bleiben und gemeinsam 

zu einem Pol wandern (Milestone 9, Abb. 1B; siehe auch unten; Referenzen in: [17]). 

Die frühen Schritte der Rekombination, die zur Entstehung der Chiasmata führen, 

finden schon im embryonalen Ovar statt, indem in den primären Eizellen bereits 

eine Paarung der Homologen und ein intrachromosomaler Austausch zwischen 

homologen Regionen der jeweils väterlichen bzw. mütterlichen Chromosomen in 

der Prophase der ersten Reifeteilung stattfindet (Milestone 3, Abb. 1B). Dies führt 

einmal zu einer Neukombination von ursprünglich mütterlichen und väterlichen 

Genmerkmalen/Allelen auf einem Chromosom, das später in die Keimzelle und Zy-

gote gelangt, ist aber auch für die Ausbildung von Chiasmata verantwortlich, die 

zusammen mit Kohäsionsproteinen zwischen Geschwisterchromatiden die physi-

kalische Verbindung der Homologen in den sogenannten Bivalenten in den reifen-

den Eizellen kurz vor der Ovulation sicherstellt [17] (Milestone 3 und 9, Abb.1B; 

siehe unten). Alle der ursprünglich mütterlich oder väterlich eingebrachten homo-

logen Chromosomen müssen deshalb über mindestens einen genetischen Aus-
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tausch miteinander verbunden sein, um eine geregelte Verteilung in der Meiose 

sicherzustellen und das Risiko für Chromosomenfehlverteilung und Aneuploidie zu 

vermeiden (Abb. 1B; Milestone 9) [17]. Diese Prozesse von Kondensation, Paarung, 

Beginn und Abschluss der Rekombination und DNA-Reparatur sind hochkonser-

viert in Eukaryoten und werden durch entsprechende meiotische Enzyme kataly-

siert und kontrolliert, z.B. SPO11, das an DNA-Doppelstrangbruch und -Reparatur 

beteiligt ist, sowie RAD51 und DMC1, die für die Rekombination essentiell sind 

(z.B. [21]). Mutationen und Einfluss von Noxen, die zu Störungen in der Expres-

sion führen, können deshalb an Sub- oder Infertilität beteiligt sein (diskutiert in 

[12]). Weiterhin können heterozygote balancierte Chromosomentranslokationen 

wie z.B. Inversionen, aber auch kleine Deletionen oder Robertson’sche Transloka-

tionen, die den Phenotyp und die Genexpression in somatischen Zellen nicht ver-

ändern, sowie konstitutionelle Chromosomenaberrationen wie z.B. X-Monosomie 

im Turner-Syndrom zu meiotischem Arrest in der Eizellentwicklung führen. Solche 

Konstitutionen können  Störungen in der Paarung und Rekombination der homolo-

gen Chromosomen verursachen, die auf Grund von Kontrollpunkten (Checkpoints) 

zum Block und Zelltod führen und damit die Anlage nur weniger Follikel erlauben. 

Abgesehen davon verursachen sie ein Risiko von Chromosomenfehlverteilung bei 

überlebenden Eizellen, was auf das Vorhandensein von nicht rekombinanten (a

chiasmatischen) Chromosomen (Univalenten) oder Multivalenten und ungewöhnli-

chem Austausch zurückzuführen ist (Referenzen in: [17]). Reduktion in der Menge 

an primären Oozyten und primordialen Follikeln können entsprechend zur vorzei-

tigen Entleerung des Ovars (premature ovarian insufficiency, POI) beitragen [22].

Die ersten Schritte der Meiose, in denen Paarung und Rekombination statt-

finden, werden nach den mitotischen Teilungen der Oogonien in den sich differen-

zierenden primären Oozyten etwa im 3. Monat der Schwangerschaft eingeleitet 

und sind etwa im 7. Monat der Schwangerschaft in allen Eizellen abgeschlossen 

(Abb. 1B, Milestones 2–4), wenn die Eizellen das Diplotän-Stadium erreicht haben 

(Abb. 1B), wobei die Prophase I der Meiose nicht in allen Oozyten zeitgleich und 

synchron begonnen und abgeschlossen wird. Nach der Replikation und S-Phase 

beginnen sich die Chromosomen zunächst zu kondensieren (Leptotän-Stadium, 

Abb. 1B), wobei Kondensin- und Kohäsinproteinkomplexe mit beteiligt sind, die 

unter anderem die Geschwisterchromatiden nach der S-Phase zusammenhalten. 

Es bildet sich an der ganzen Länge der parentalen Chromosomen ein lateraler Pro-
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teinkomplex aus (lateral Element, LE, blaues Inset 1; Abb. 1B), in dem bestimmte 

Meiose-spezifische Proteine angereichert sind (z.B. Synaponemal Complex Pro-

tein 3, SYCP3). Im nächsten Stadium beginnen sich die homologen Chromosomen 

entlang der lateralen Achse zu paaren und es bildet sich ein sogenanntes zentra-

les Element aus (central Element, CE), das ebenfalls Meiose-spezifische Proteine 

enthält (z.B. SYCP1) und mit transversalen Fasern mit den lateralen Elementen 

der homologen Chromosomen verbunden ist (Zygotän-Stadium, Abb. 1B). Später 

kommt es zur vollständigen Paarung der Homologen von einem zum anderen 

Ende der Homologen innerhalb des Kerns (Pachytän-Stadium), wobei zumindest 

zeitweise die Telomere (Chromosomenenden) an einer Stelle der Kernmembran 

angeheftet sind (sogenanntes Bouquetstadium), was wahrscheinlich die Paarung 

vom Ende der homologen Chromosomen in reißverschlussartiger Form erleichtert 

(Abb. 1B) [17]. Die Proteinstruktur, die die beiden Homologen verbindet und zwei 

laterale und ein zentrales Element enthält, der sogenannte Synaptonemkomplex 

(auch synaptonemaler Komplex genannt, SC), eine tripartite Struktur mit zwei late-

ralen und einem zentralem Element (blaue Box 1, Abb. 1B), stabilisiert die Paarung 

und fördert den genetischen Austausch zwischen homologen Bereichen der vä-

terlichen und mütterlichen Chromosomen. Entlang der Achse des SCs findet man 

elektronendichte Proteinaggregate, die sogenannten Rekombinationsknötchen 

(recombination nodules), die angereichert mit Proteinen für DNA-Rekombination, 

Austausch und DNA-Reparatur sind und Stellen von Austausch markieren (z.B. in 

MLH1-Immunfluoreszenz; [23]). Die Bereiche im Chromosom, an denen geneti-

scher Austausch präferenziell stattfindet, werden als „hot spots“ bezeichnet und 

sind durch eine besondere Chromatinstruktur charakterisiert und hochkonserviert. 

Nachdem der genetische Austausch und die DNA-Reparaturprozesse im Pachytän 

abgeschlossen sind, weichen die Homologen auseinander und der Synaptonem-

komplex wird aufgelöst (Diplotän-Stadium; blaue Box 2 mit Bivalent; Abb. 1B). 

Untersuchungen am Tiermodell legen nahe, dass es Kontrollpunkte (Check-

points) in der früheren und späteren Prophase der Meiose I gibt, die dazu führen, 

dass Störungen in der Paarung und der Reparatur von DNA-Brüchen zum Zelltod 

führen können [24] und damit den Oozyten- und Follikelvorrat begrenzen. Störun-

gen in der Paarung und DNA-Reparatur auf Grund von Mutationen oder genotoxi-

scher Exposition können deshalb wie primäre Aneuploidien in Oogonien/Oozyten 

(z.B. im Ullrich-Turner-Syndrom) auch zur vorzeitigen Entleerung des Ovars, so-



16

genannter „premature ovarian failure“ (POF) bzw. „premature ovarian insufficien-

cy“ (POI), wie auch zu hohem Risiko für Fehlverteilung von Chromosomen in der 

späteren Meiose beitragen [22]. Aus dem Mausmodell gibt es Hinweise, dass der 

Checkpoint, der zum Arrest nach Störungen in Rekombination und DNA-Reparatur 

führt, im weiblichen Geschlecht wesentlich permissiver ist als in der männlichen 

Meiose, so dass es nicht zum massiven Verlust von meiotisch arretierten primären 

Oozyten und Atresie von primordialen Follikeln kommen muss, aber Fehlverteilung 

von Chromosomen auf Grund früher meiotischer Störungen und Veränderungen in 

der Rekombination zu Aneuploidie und Infertilität führen [25].

Nachdem am Ende der Paarung und des genetischen Austausches die Ho-

mologen auseinanderweichen, besteht normalerweise am Ende dieser frühen 

Prophase der ersten Meiose im embryonalen Ovar jedes gepaarte, rekombinierte  

Chromosomenpaar  aus zwei Homologen mit jeweils zwei Chromatiden (Bivalent), 

die nur an den Stellen, an denen Rekombination stattgefunden hat, über die Über-

kreuzung der Chromatiden zusammengehalten werden (Chiasmata; blaue Box 2, 

Abb. 1B). Dabei verhindert der Zusammenhalt der Chromatiden in jedem Homolog, 

dass sich die beiden ursprünglich väterlichen und mütterlichen Chromosomen von-

einander lösen können. 

Während im männlichen Geschlecht die Meiose im Hoden ab der Pubertät 

kontinuierlich verläuft, werden die primären Eizellen in der Oogenese nach dem 

Diplotän meiotisch arretiert (Abb. 1; Milestones 5–8) und verharren mit intaktem 

Kern (Keimbläschen, englisch: germinal vesicle, GV) mit weitgehend dekondensier-

tem Chromatin im Diktyotänstadium. Ab etwa Monat sieben der Schwangerschaft 

werden die letzten Eizellen im embryonalen Ovar im Diktyotän arretiert, wobei die 

Eizellen mit GV in der Interphase verharren, bis sie nach Wachstum und Erreichen 

der vollen meiotischen und Entwicklungskompetenz in der geschlechtsreifen Frau 

die Meiose wieder aufnehmen können (Abb. 1B, Milestone 8). Während die Fä-

higkeit zur Wiederaufnahme der Meiose graduell in den wachsenden Oozyten zu-

nimmt, wird die volle Entwicklungskompetenz erst später erreicht, wenn die Eizelle 

nicht nur die Meiose bis zur Metaphase II der Reifeteilung bis zur Ovulation durch-

laufen kann, sondern auch nach der Befruchtung und Aktivierung durch Spermien 

eingebrachte Faktoren die Meiose abschließen kann, das Spermienchromatin re-

modelliert, wobei sich ein männlicher und weiblicher Vorkern bilden und die Eizelle 

alle Faktoren für die frühe Embryonalentwicklung bis zur vollen zygotischen Gen-
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aktivierung benötigt sind, bereitstellt. Unter anderem enthalten die PGC nur eine 

geringe Anzahl von Mitochondrien (ca. 10–100), deren Zahl sich in den primären 

Oozyten schon auf etwa 103 erhöht und in einer reifen, entwicklungsfähigen Ei-

zelle etwa 1–6 x 105 Mitochondrien beträgt (Abb. 1A). Mitochondrien besitzen 

dann wenig Cristae und eine dichte Matrix [26]. Während der Follikulogenese neh-

men die Größe des Follikels auf Grund von Proliferation und Differenzierung der 

Granulosazellen sowie Antrumbildung zu und der Durchmesser und das Volumen 

der Oozyte erhöht sich erheblich auf Grund von Oozytenwachstum durch selbst 

synthetisierte und von Cumuluszellen bereitgestellte Genprodukte (Abb. 1A).

3. 	Bildung von Follikeln und primordialem Follikelpool

Die Oogonien und primären Oozyten, die mit der Meiose beginnen, befinden sich 

in Clustern, sogenannten „germ cell cysts“ oder „germ cell nests“, und sind durch 

Aggregation und klonale Teilungen miteinander eng verbunden. Zur Follikelbil-

dung müssen sie sich vereinzeln und von Prägranulosazellen umschlossen wer-

den. Viele der primären Oozyten, die die Meiose im embryonalen Ovar durchlaufen, 

werden aber atretisch und sterben. Es ist unbekannt, ob es sich dabei um Selek-

tionsprozesse handelt oder nur eine kleine Anzahl der ursprünglich vorhandenen 

Oogonien zur Meiose und Follikelbildung determiniert ist (Referenzen in: [27]). Nur 

die Eizellen, die Prägranulosazellen im Ovar rekrutieren und sich zu primordialen 

Follikeln entwickeln können, überleben. So wird geschätzt, dass sich die Anzahl 

von etwa 6–7 Millionen Eizellen im Ovar zur Mitte der Schwangerschaft auf etwa 

1 Million bis 500 000 Follikel zur Geburt verringert und nur etwa 300 000 beim 

Beginn der Pubertät noch vorhanden sind (also mehr als 90% aller ursprünglich 

angelegten Follikel und Oozyten sterben). Die Bildung der primordialen Follikel, die 

im Menschen aus einer primären Oozyte und ca. 30 flachen Granulosazellen beste-

hen, setzt schon im 4. Monat der Schwangerschaft ein, wobei die meisten Follikel 

arretiert sind, aber einige schon mit dem Wachstum beginnen, dann aber atretisch 

werden und sterben (Milestone 5, Abb. 1A). Nach der Geburt werden kontinuier-

lich einige der primordialen Follikel angeregt, von der ruhenden in eine wachsende 

Phase überzugehen, können sich aber nicht bis zum antralen Follikel vor der Puber-

tät und Ausschüttung gonadotroper Hormone entwickeln und sterben (Referen-
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zen in: [28]). Die Aktivierung von primordialen Follikeln ist dabei ein nicht umkehr-

barer Prozess. So sinkt der Vorrat an primordialen Follikeln weiter, bis die pulsatile, 

zyklische Bildung von lutenisierendem und follikelstimulierendem Hormon (LH und 

FSH) als Überlebensfaktoren beginnt und sich dann ab der Pubertät die ersten 

Follikel vom primordialen zum primären, sekundären und großen antralen Stadium 

weiterentwickeln (Milestones 5 folgende; Abb. 1). 

4. 	Rekrutierung von primordialen Follikeln und Über-
gang vom ruhenden in den wachsenden Zustand 
(primäre Follikel)

Beim Übergang vom ruhenden zum wachsenden Stadium des Follikels finden mor-

phogenetische Veränderungen statt, wobei aus den flachen Granulosazellen, die 

die kleine (etwa 35 µm Durchmesser große) Eizelle umgeben, durch Teilungen und 

Veränderungen in der Zellorganisation größere prismatische, polare Granulosazel-

len mit epithelialem Aussehen entstehen. Die eigentliche Anregung des Wachs-

tums wird durch Signaltransduktionsprozesse, die eine Reihe von Wachstumsfak-

toren positiv steuern, und von inhibitorischen Faktoren bestimmt, die bisher nur 

teilweise bekannt sind. 

So scheint der von Prägranulosazellen produzierte LIF (Leucemia Inhibitory 

Factor) über autokrine und parakrine Wege in den Granulosazellen Signaltransduk-

tionswege einzuschalten, die zur Expression von KIT-Ligand in Granulosazellen 

führen, was mit dem Rezeptor am Oolemma in den Oozyten interagieren kann und 

deren Genexpression beeinflusst (Abb. 2A). 

Bei der Aktivierung/Rekrutierung von primordialen Follikeln scheinen keine 

Gonadotropine beteiligt. Mausmodelle und Untersuchungen an menschlichen 

Follikeln legen nahe, dass an dem Arrest im primordialen Zustand zwei Faktoren 

maßgeblich beteiligt sind: FOXO3A-Transkriptionsfaktor (gehört zur O-Subklasse 

von „forkhead family“-Transkriptionsfaktoren) und PTEN (phosphatase and tensin 

homolog), einem negativen Regulator des Phosphoinositol-3-Kinase(Pi3K)-Path

ways (Abb. 2B). Letztere Kinase kann durch Stimulation durch Wachstumsfaktoren 

aktiviert werden und die PDK1-Kinase und AKT-Proteinkinase über ihre Rekrutie-

rung an die Zellmembran aktivieren [29]. Aktivierte AKT-Kinase hat viele Targets 
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und kann so ihrerseits Phosphorylierung von FOXO3A bewirken. Kommt es zur 

Inaktivierung von PTEN, Aktivierung von AKT und Phosphorylierung von FOXO3A, 

so wird FOXO3A aus dem Kern in das Cytoplasma der Oozyte entlassen und de-

gradiert und die Follikelrekrutierung eingeleitet (Abb. 2C). AKT-Signaltransduktion 

wird von der PDK1 (pyruvate dehydrogenase kinase isoenzyme1) aktiviert, was 

die Translation und ribosomale Biogenese in den Eizellen stimuliert. Weiterhin 

wird in der AKT-Signalkaskade auch mTOR aktiviert (mechanistic Target Of Ra-

pamycin). Im ruhenden Follikel ist mTORC1 durch Tsc1/Tsc2-Komplex (Tuberous 

sclerosis complex 1/2) inhibiert (Referenzen in: [30]). Der Knockout von Tsc1 in 

Mausoozyten führt so zur Aktivierung und zu frühzeitigem Verlust aller Follikel, 

POI und Sterilität [13]. Die mTORC1-Serin/Threonin–Protein-Kinase wirkt über 

Phosphorylierung der p70rsk6-Kinase auf die Genexpression, die die Zellprolife-

ration, das Zellwachstum und die Zellzyklusprogression durch Wachstumsfakto-

ren stimuliert (Abb. 3C). Konstitutive aktive FOXO3A reduziert die Expression von 

BMP15 und Connexinen, die für parakrine Interaktionen im wachsenden Follikel 

notwendig sind [32] (siehe unten).

Verschiedene polyzyklische Aromaten, wie polyzyklische aromatische Hy-

drocarbon-7,12-dimethylbenz-[a]Anthracene (DMBA) und toxische Substanzen 

wie 3-Methylcholanthrene (3MC) aus Zigarettenrauch können so z.B. Überaktivie-

rung von Pi3K und TORC1 und damit vorzeitigen Verlust von primordialen Follikeln 

im Tiermodell auslösen [33].

Andere Mitglieder der Forkhead-Transkriptionsfaktoren, wie FOXL2, scheinen 

für das Überleben der Granulosazellen essentiell und Mutationen im FOXL2-Gen 

führen zum syndromischen POI [34] und dem autosomal-dominantem Blepharo-

phimosis-ptosis-epicanthus inversus Syndrom (BPES) Typ 1 (Referenzen in: [22]), 

abgesehen von anderen Entwicklungsstörungen. Weiterhin scheint das Produkt 

des NOBOX-Gens in Oozyten an der Bildung und Aktivierung von primordialen Fol-

likeln beteiligt zu sein und ist für das weitere Überleben der Follikel essentiell. So 

konnten in einer Untersuchung bei über 6% aller Patientinnen mit idiopathischem 

POI Mutationen im NOBOX-Gen gefunden werden [35]. NOBOX ist ein Transkripti-

onsfaktor, der u.a. die Expression des Wachstumsfaktors GDF9 reguliert, der eine 

zentrale Rolle in der Interaktion zwischen Oozyten und den sie umgebenden so-

matischen Zellen spielt (siehe unten). Weiterhin gibt es eine Reihe von Hinweisen 

dafür, dass unter anderem die KITL/KIT-Rezeptor-vermittelte Signaltransduktion 
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den AKT-Proteinkinase-Pathway mitinduziert, aber dies scheint vor allem auch für 

das Überleben und nicht so sehr für die Aktivierung des Follikels von Bedeutung. 

Weitere Wachstumsfaktoren, die die Aktivierung möglicherweise über Anschalten 

des Pi3K-Signaltransduktionswegs stimulieren, sind z.B. PDGF (Platelet Derived 

Growth Factor), KGF (Keratinocyte Growth Factor), NGF (Nerve Growth Factor) 

und der GDNF (glial-derived-growth-factor) (Abb. 2A). Weiterhin scheinen Bo-

ne-morphogenetische Proteine wie BMP4 und BMP7 aus Vorläufer-Theka- und 

den Granulosazellen an der Transition teilzunehmen (Referenzen in: [28]). 

In vivo können inhibitorische Faktoren (AMH, PTEN, FOXO3A) und aktivierende 

Prozesse über Ruhen oder Wachsen der primordialen Follikel und deren Überleben 

entscheiden. Wahrscheinlich wird über eine Rückkopplung von Faktoren, die von 

wachsenden Follikeln gebildet werden, wie z.B. dem Anti-Müller’schen Hormon 

(AMH), die Aktivierung von Follikeln begrenzt, so dass im relativen Gleichgewicht 

von ruhenden und wachsenden Follikeln mit AMH-Ausschüttung stets nur eine 

begrenzte Anzahl von primordialen Follikeln in den wachsenden Pool eintreten, 

während die Mehrzahl weiter arretiert bleibt. AMH ist vor allem bei fortgeschrit-

tenem Alter der Frau deshalb ein Marker für wachsende Follikel und für die Größe 

des Follikelpools (Abb. 3) [12, 36]. 

Die Dynamik der Follikelaktivierung ist für den Erhalt der Fertilität und Cryo-

preservierung von ovariellem Gewebe von besonderer Bedeutung, da nicht nur 

Gefrierschäden an Follikeln, sondern auch eine verminderte Ausschüttung inhibi-

torischer Faktoren aus vorhandenen, wachsenden Follikeln, die bei der Cryokon-

servierung sterben, zu Wellen von Aktivierung im Transplantat führen können. 

Damit kann es zur relativ raschen Abnahme der Zahl von ruhenden primordialen 

Follikeln mit primären Oozyten im Gewebe kommen. Umgekehrt kann die Stimula-

tion der Aktivierung zur synchronen Entwicklung der primordialen Follikel in Fol-

likelkultur genutzt werden, was dann eine weitere Kultivierung bis zum antralen 

Stadium und Gewinnung reifer Eizellen aus In-vitro-Kultur verbessern könnte [37].  

Gleichzeitig ist die Expression von FIGLA (Factor in the Germ-Line alpha) in 

Oozyten für die Bildung der Zona-Proteine und einiger maternaler Proteine der 

NALP-Familie, wie etwa MATER, für Überleben und Entwicklung der primordialen/

primären Follikel essentiell. MATER wurde zunächst als maternaler Faktor identifi-

ziert, der für die Präimplantationsentwicklung wichtig ist (maternales effect Gen, 

MEG), was bei Fehlen einen Arrest in der Entwicklung auslöst [38]. Transkriptom
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analysen menschlicher Oozyten aus primordialen und frühen primären Follikeln 

bestätigen das Vorhandensein von entsprechenden, erwarteten Transkripten, z.B. 

sind mRNAs von Pluripotenzfaktoren wie Oct4 (Octamer-binding transcription 

factor 4 /POU5F1) und DPP2A (Developmental Pluripotency gene 2A), von Tran-

skriptionsfaktoren wie NOBOX, SOLH1, SOLH2 und FIGLA sowie von verschiede-

nen maternalen Effekt-Genen wie MATER und Zarl (Zygote arrest-like) vorhan-

Abb. 3   Maternal-altersbedingte Veränderungen im Follikelpool [36], Prozent Geburtenrate nach ART [113], 
Trisomien im Embryo und Spontanaborten [2] und Veränderungen in der mittleren Konzentration von AMH.  
Weitere Erklärungen im Text. (Log-unjustiertes validiertes AMH-Modell; modifiziert nach [36, 12])
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den, darüber hinaus aber auch mRNAs für mitochondriale Proteine wie ATPase6, 

das die mitochondriale DNA vor Schäden schützt [39]. In den primären Oozyten 

der primordialen/frühen primären Eizellen ist die Anzahl von Mitochondrien auf 

etwa 104 erhöht (Abb. 1A), die weitgehend metabolisch inaktiv sind (Referen-

zen in: [63]). Dies kann die Oozyte vor im Stoffwechsel auftretenden reaktiven 

Sauerstoffspezies (ROS) schützen. Die Eizelle muss nicht alle Metabolite selbst 

synthetisieren, obwohl sie relativ transkriptionell aktiv ist und kann energierei-

che Substrate und Metabolite wie ATP von den sie umgebenden Granulosazellen 

über Zellfortläufer, Gap Junctions und Transporter bekommen (Abb. 4). Der Pool 

an Mitochondrien kann deshalb relativ inaktiv sein, bis die Eizelle die Reifung wie-

der aufnimmt  (Milestone 8; Abb. 1B) und der Kontakt zu den Cumuluszellen dann 

weitgehend durch die Muzifizierung der Cumuluszellen und Schließen von Gap 

Junctions unterbrochen ist [26]. Demnach ist die bidirektionale Kommunikation es-

sentiell für die Eizellqualität und für das Überleben und die Entwicklungsfähigkeit 

der Oozyte und des Embryos nach der Befruchtung und Aktivierung (siehe unten).

Epidemiologische Studien beim Menschen wie auch in Tierversuchen weisen 

darauf hin, dass genotoxische Exposition und Störungen in der frühen Oogene-

se und Follikulogenese in utero zu moderatem oder ausgeprägtem Verlust von 

primordialen Follikeln und einer Reduktion der Fekundabilität führen können, wie 

etwa Rauchen (z.B. [40]) oder Einfluss von polyzyklischen Wasserstoffen während 

der Schwangerschaft und während der frühen Stadien der Laktation (z.B. [41]). 

Weiterhin scheint auch die lokale Steroidhomeostase für die Bildung und Regula-

tion von Follikeln im Foetus wichtig (z.B. [42–44]) und kann demnach empfindlich 

durch Störungen von sogenannten „Endocrine Disrupting Chemicals“ (EDCs) aus 

der Umwelt Überleben und Qualität von Follikeln und Oozyten beeinträchtigen 

(z.B. Umweltgifte aus Insektiziden, Fungiziden, Herbiziden, Weichmachern etc. 

[45–47]). So können niedrige Konzentrationen von Bisphenol A, einem EDC, das 

u.a. bei Alterung und Depolymerisation von Plastik und Epoxid-Harzen freigesetzt 

wird und estrogene Wirkung besitzt, zu epigenetischen Veränderungen in Eizel-

len führen (z.B. [48]). In BPA-behandelten nicht humanen Primaten wurden einige 

subtile Veränderungen in der Prophase I der Meiose sowie auch das Auftreten von 

multiplen Eizellen in Follikeln beobachtet, die z.B. zu Änderungen in der Rekom-

bination, Prädisposition zu Aneuploidie und epigenetischen Mutationen bzw. zu 

Verlust von Follikeln und reduzierter Fertilität beitragen könnten [49].
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5. 	Gonadotropin-beeinflusste und -abhängige Entwick-
lung des Follikels vom präantralen zum antralen 
Stadium und Akquisition der Reifungs- und Entwick-
lungskompetenz der Eizelle

Bei der Entwicklung der Follikel werden auf Grund morphologischer Kriterien ru-

hende primodiale Follikel mit flachen Granulosazellen, die die kleine Eizelle um-

schließen und außen von einer Basalmembran abgeschlossen sind, von inter-

mediären, transitorischen und primären Follikeln unterschieden, die einige oder 

ausschließlich kuboidale Granulosazellen besitzen, die durch Wachstum und mito-

tische Teilungen der Granulosazellen gekennzeichnet sind. Die Bildung von primä-

ren Follikeln und weitere Teilungsaktivität der Granulosazellen und Entwicklung zu 

sekundären, präantralen Follikeln ist zunächst nicht abhängig von gonadotropen 

Hormonen, aber es wurden inzwischen eine Reihe von Wachstumsfaktoren iden-

tifiziert, die von der Eizelle selbst gebildet werden und zur weiteren Entwicklung 

des Follikels über das präantrale Stadium hinaus essentiell sind. So scheinen Stö-

rungen in der Expression von Mitgliedern der Transforming-Growth-Factor-ß-Fa-

milie wie GDF9 (Growth Differentiation Factor 9) und BMP15 (Bone Morphoge-

netic Protein 15) zum Block in der Entwicklung des Follikels zu führen (z.B. [50]). 

Obwohl Oozytenwachstum möglich ist, treten sekretorische Veränderungen in 

Eizellen auf [51] und GDF9-Knockout in Mäusen resultiert auch in Störungen in 

Abb. 4   Meilensteine in der Regulation der bidirektionalen Kommunikation und in Wachstum und Erreichen 
der vollen Entwicklungskompetenz in der Eizelle. (A) Regulation von Aktivitäten in Cumulus und somatischen 
Zellen durch bidirektionale Kommunikation und Oozyten-sezernierte Faktoren (OSF, FGFs, GDF9, BMP15; 
rote Pfeile) bzw. Metabolite und Nukleotide aus Cumuluszellen, die Eizellwachstum, meiotischen Arrest und 
Stoffwechselaktivität und Genexpression in der Oozyte beeinflussen (blaue Pfeile). Schwarze kurze tripartite 
Balken symbolisieren Gap Junctions aus Connexin-43-Kanälen zwischen Cumuluszellen, rote heterologe Con-
nexin 43/Connexin 37 Gap Junctions zwischen Ooyte und Cumuluszellen. Blaue Linien in TZP symbolisieren 
Mikrotubuli in tubulinreichen tTZPs, rote Aktin in aTZPs. Der Gradient von OSFs ist angedeutet (hellrot im 
Hintergrund). (B) Bausteine der aus Connexinen bestehenden Untereinheiten mit je 4 Transmembrandurch-
gängen der Connexine 43 (CX43) in der Cumuluszellmembran und der Connexine 37 (CX37) im Oolemma 
(graue Balken). (C) Geöffneter Kanal mit je 6 Untereinheiten aus Connexinen in den zwei korrespondieren-
den Hemikomplexen in Oozyte und Cumulus und Austausch von Metaboliten wie cGMP, ATP und Pyruvat etc. 
über Gap Junctions (GJ) bzw. Monocarboxylattransporter (MCTs) in Oozyten. (D) Konfocale Mikroskopie eines 
präantralen Follikels der Maus mit Phalloidin-rot gefärbten Aktinfilamenten im kortikalen Ooplasma und in 
aktinreichen transzonal Projections (aTZP; inset: weißer Pfeil), die die Zona pellucida durchspannen, zwischen 
Oozyte und Cumulus. Das Chromatin ist blau mit DAPI gefärbt. Im Inset ist eine Metaphaseplatte einer sich 
teilenden Granulosazelle zu sehen (weiße Pfeilspitze). Weitere Erläuterungen im Text.
(Abb. D wurde freundlicherweise von Martyna Heiligentag, Gentechnologie, Universität Bielefeld, zur Verfü-
gung gestellt. Elemente aus Abb. B und C wurden aus [63] modifiziert.)
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Milestones in der Regulation der bidirektionalen Kommunikation
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der Rekrutierung von Thekazellen [52]. Die kritische Rolle von BMP15 in der Fol-

likulogenese und weiblichen Fertilität wurde u.a. durch Auftreten einer Mutation 

in einem BMP15-Allel bei Patientinnen mit hypergonadotroper Ovarialinsuffizienz 

bestätigt [53]. Zusammen scheinen vor allem GDF9- und BMP15-Heterodimere 

kooperativ Steroidsynthese und Zellproliferation und Differenzierung der Granulo-

sazellen zu regeln, wie erst kürzlich in experimentellen Studien beschrieben wurde 

[54] (Abb. 4A).  

Die Expression von Faktoren wie LIF aus Granulosazellen und Wachstums-

faktoren wie Kit L (SCF), das an den c-kit-Rezeptor am Oolemma bindet, bFGF 

(basic Fibroblast Growth Factor) aus der Oozyte und KGF (Keratinocyte  Growth 

Factor) aus den kuboidalen Granulosazellen der primären Follikel signalisiert das 

Rekruitment von Thekazellen aus dem Stroma, während aus Oozyten stammende 

Faktoren (Oocyte-secreted factors, OSFs) wie GDF9, BMP15 und Mitglieder der 

FGF-Familie (Fibroblast Growth Factors) mit zur Proliferation der Granulosazellen 

und Thekazellen im sekundären Follikel anregen (Referenzen in: 28]). KL stimuliert 

im antralen Follikel die Aktivinexpression, was positiv die Sekretion von FSH sti-

muliert, während Inhibin und Follistatin die FSH-Sekretion negativ regulieren und 

über Bindung an Activin dessen Funktion neutralisieren können (Referenzen in: 

[55]). Der Insulin-like Growth Factor (IGF)-I reguliert ähnlich wie Activin die Ex-

pression des FSH-Rezeptors in den Granulosazellen. GDF9 aus Oozyten unter-

drückt die Expression von LH-Rezeptoren in benachbarten Granulosazellen und 

trägt über einen Chemogradienten mit dazu bei, dass eine Differenzierung der 

Granulosazellen in die äußeren muralen Granulosazellen und benachbarten, inne-

ren Cumulusgranulosazellen stattfindet (Abb. 4). Die Expression der OSFs und das 

Wachstum der Oozyte sind deshalb wichtige Meilensteine in der Entwicklung, die 

über Follikel- und Oozytenqualität mit entscheiden.

Die Schritte der Entwicklung vom präantralen zum antralen und großen 

Graaf’schen Follikel hängen demnach eng mit einer Reihe von Signalprozessen 

ab, wobei die Oozyte zentral über die OSFs die Genexpression beeinflusst und an 

der Proliferation und Differenzierung der Granulosazellen in die äußeren muralen 

Granulosazellen und die inneren die Eizelle umgebenden Cumulusgranulosazellen 

und der Bildung des Antrum beteiligt ist. Das Follikel geht dabei von einem FSH-re-

sponsiven Zustand in einen FSH-abhängigen Entwicklungszustand über. FSH 

kontrolliert das Follikelwachstum und die Proliferation, was in der Granulosazell-



27

ausschüttung von Inhibin und Oestradiol-17ß in dominanten Follikeln resultiert, 

wobei die Bildung von Androgen der Thekazellen Vorstufen für die Synthese von 

Oestrogen in den Granulosazellen liefert. Durch die Rückkopplung mit Granulosa- 

und Thekazell-sekretierten Faktoren wird zudem die Expression in der Oozyte be-

einflusst. Die somatischen Zellen produzieren in Zusammenwirken mit der Oozyte 

negative und positive Faktoren wie etwa BMPs, Inhibine und Activine, die die Aus-

schüttung von Gonadotropen und die Expression von Rezeptoren wachstumsspe-

zifisch regulieren und über Anregung der Steroidogenese das Expressionsmuster 

im Follikel steuern (Referenzen in: [28, 55]). 

Vor allem nach Beginn der Antrumbildung findet die Vaskularisierung des 

Thekalayers und die steroidogene Aktivierung der Thekazellen, Estradiolbildung 

und weitere Differenzierung und Wachstum  der Eizelle und des Follikels statt (Re-

view in: [56]). Während der letzten Stadien der Follikulogenese nimmt die Prolife-

ration von Granulosazellen ab. In monoovulatorischen Spezies wie dem Menschen 

kann im normalen Zyklus nur ein Follikel, das eine kritische Menge an FSH-Rezep-

toren exprimiert, überleben und wird dominant und mehr LH-empfindlich, während 

die anderen großen antralen Follikel atretisch werden. Atresie wird durch apopto-

tischen Zelltod von Granulosazellen eingeleitet, der zunächst als der Zelltod der 

Thekazellen und muralen Granulosazellen vor dem der Oozyte auftritt. Atresie 

und Apoptose in den Granulosazellen wird durch FSH und Insulin-like-growth-fac-

tor-I ( IGF-I)-vermittelte Signaltransduktion, Aktivierung von Phosphoinosi-

tol-3-kinase und AKT, der Phosphorylierung von FOXO-Transkriptionsfaktor sowie 

durch Oestradiol verhindert (Referenzen in: [57]),  so dass es nicht zur Expression 

proapoptotischer Gene kommt, während Defizienz von FSH-Rezeptor, IGF-I und 

Oestrogen zur Aktivierung von Caspasen und Ausschüttung proapoptitischer Fak-

toren (z.B. Bid, Bax, Cytochrom C) aus Mitochondrien führen [57].

Es würde den Rahmen dieses Überblicks sprengen, alle Signaltransduktions-

kaskaden und Wechselwirkungen im Einzelnen während der fortschreitenden 

Differenzierung und des Wachstums des Follikels und zu den verschiedenen suk-

zessiven Stadien des Oozytenwachstums und der Follikulogenese aufzuführen, 

die an der Entwicklung der Eizelle stadienspezifisch mitbeteiligt sind bzw. über 

bidirektionale Interaktion zwischen Oozyte und somatischem Kompartiment und 

neuroregulärer Steuerung reguliert werden (zur Übersicht siehe [56, 58, 59]). 

Abbildung 4 gibt einen Eindruck der multiplen Interaktionen zwischen dem Cu-
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muluszellkompartiment und der Eizelle und einigen Faktoren, die essentiell die 

Follikulogenese und Oogenese in der Interaktion zwischen Oozyte und somati-

schen Zellen vor allem in späten antralen Follikeln steuern. Dabei spielen die go-

nadotropen Hormone, FSH und LH von der präantralen bis zum antralen Stadium 

eine Rolle als Überlebensfaktoren und sind danach für die Steuerung der Steroi-

dogenese und Proliferation von Theka- und Granulosazellen essentiell (Abb. 1A). 

Die Eizelle nimmt gleichzeitig im Volumen zu und erreicht zunächst die Fähigkeit 

zur Wiederaufnahme der Reifung, z.B. wenn sie nicht mehr durch inhibitorische 

Faktoren aus den somatischen Zellen des Follikels und aus der Follikelflüssigkeit 

arretiert wird (siehe unten). Obwohl sich solche nicht voll ausgewachsenen Oozy-

ten aus antralen Follikeln bis zur Metaphase II entwickeln können und einen ersten 

Polkörper abschnüren, haben sie nur eine geringe Entwicklungsfähigkeit nach der 

Befruchtung bis zur Blastozyste und darüber hinaus. Erst in den letzten Stadien 

der Follikulogenese und Oogenese wird die volle Entwicklungskapazität erreicht 

(siehe unten). Dabei nimmt die menschliche Oozyte während des Wachstums 

nicht nur im Durchmesser erheblich zu (Abb. 1A), auch das Volumen des Follikels 

wird um >9x107 größer bei der Entwicklung vom primordialen zum großen an-

tralen Graaf’schen Follikel [60] und die Eizelle zeigt ein zunehmendes Entwick-

lungspotential während Kindheit und Adoleszenz [61]. Die gesamte Entwicklung 

vom primordialen zum Graaf’schen Follikel nimmt beim Menschen und anderen 

Mammaliern wie beim Schaf und Rind etwa 6–9 Monate in Anspruch, wobei die 

präantralen Stadien den längsten Zeitraum einnehmen. Dabei müssen während 

des Wachstums Organelle wie Mitochondrien, endoplasmatisches Retikulum und 

kortikale Granula erheblich in der Anzahl zunehmen, um eine entwicklungsfähige 

Oozyte  zu generieren und RNAs und Proteine, vor allem solche, die maternale 

essentielle Funktion in der frühen Embryonalentwicklung haben (maternal effect 

genes/proteins), in ausreichender Menge gebildet werden [62].

Während die frühen Stadien noch weitgehend von Glykolyse und aerobem 

Metabolismus abhängen, wird der Stoffwechsel ab dem frühen antralen Stadium 

zunehmend anaerob und hängt vom glykolytischen Glukosemetabolismus ab. Oo-

zyten sind fakultative anerobe Zellen. Pyruvat und Glukose sind die wichtigsten 

Energielieferanten und ihre Aufnahme in die Eizelle ist maximal während der Wie-

deraufnahme der Reifung vor der Ovulation. Glukose wird im Follikel über den Tri-

carbonsäure-Zyklus (TCA) und über den Pentosephosphat-Pathway metabolisiert. 
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Die Oxidation von Pyruvat durch den TCA-Pathway ist essentiell für die Oogenese 

und der wichtigste Energielieferant für die Kernreifung und cytoplasmatische Rei-

fung für hohe Entwicklungskompetenz in den Eizellen, während die Oozyte nur 

eine eingeschränkte Kapazität zur Aufnahme und Metabolisierung von Glukose 

besitzt (Referenzen in: [60]). Vor allem während der späten Wachstumsphase ist 

die Oozyte abhängig von mitochondrialer ATP-Produktion und sie stimuliert durch 

„Oocyte secreted factors“ wie GDF9 und BMP15 (OSFs) die Expression von Trans-

portern und glycolytischer Aktivität im Cumulus, der dann u.a. Pyruvat und Lak-

tat bildet, was über Gap Junctions bzw. Monocarboxylattransporter in die Eizelle 

gelangen kann (Abb. 4B). Es besteht auch eine stadienspezifische metabolische 

Kopplung zwischen Oozyte und Cumulus, die die Aufnahme und den Transfer eini-

ger Aminosäuren in Cumulus und Oozyte regelt. In der Maus wurde gezeigt, dass 

Gradienten von OSFs kooperativ mit Steroiden, Gonadotropinen und Insulin die 

steroidogene Aktivität und den differenzierungsspezifischen Metabolismus der 

somatischen Zellen in ihrer Umgebung steuern (Abb. 4A). 

Obwohl die Oozyte während der Entwicklung vom präantralen zum antralen 

und später zum großen Graaf’schen Follikel zentral die Expression und Entwick-

lung im Follikel steuert, produzieren die Granulosazellen ihrerseits essentielle 

Metabolite für das Oozytenwachstum und sind für das Erreichen der meiotischen 

und Entwicklungskompetenz für die Eizelle von großer Bedeutung (Abb. 4). Dabei 

spielt die Kooperation über Gap Junctions aus Connexinproteinen eine zentrale 

Rolle. Die Granulosazellen besitzen Gap Junctions, die einmal den Stoffaustausch 

zwischen den somatischen Zellen im Follikel ermöglichen. Gleichzeitig sind sie 

über Zellausläufer, die die Zona pellucida durchspannen oder in der Zona pellucida 

verankert sind, den sogenannten „Transzonal Projections“ (TZPs), mit der Eizelle 

verbunden, so dass direkt über Gap Junctions an TZPs Stoffaustausch stattfinden 

kann oder die Aufnahme von sekretierten Faktoren mittels spezifischer Transpor-

ter in die Eizelle erleichtert wird (Abb. 4). Dabei nimmt die Anzahl von Gap Junc-

tions mit zunehmender Entwicklung des Follikels, insbesondere beim Übergang 

vom präantralen zum antralen Stadium zu. Die TZPs sind entweder reich an Aktin 

(aTZPs) oder Tubulin und Mikrotubuli (mtTZPs). Vor allem tTZPs ragen durch die 

Zona bis zum Oolemma oder in die Eizelle und erleichtern den direkten Kontakt 

und Austausch von Metaboliten und Signalen (Referenzen in: [63]). Heterologe 

Gap Junctions aus Connexonen, einem Hexamer von Connexin 37 in Hemikanä-
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len der Eizelle und Connexin 43 in Hemikanälen in den Cumuluszellen, bilden Gap 

Junctions, durch die Metabolite wie ATP, cAMP, cGMP, Pyruvat und andere Mole-

küle direkt vom Cumulus in die Eizelle gelangen können (Abb. 4B,C). Sezernierte 

Proteine aus Vesikeln können ausgeschüttet und an Rezeptoren an angrenzende 

Zellmembranen gebunden oder über Pinozytose aufgenommen werden. Monocar-

boxylattransporter vermitteln den Austausch von Laktat und Aminosäuren. Die 

aktinreichen TZP verankern die Cumuluszellen an der Zona oder am Oolemma und 

sind reich an Zonula adherens. Die Cumulusgranulosazellen stellen ein funktio-

nelles Synzytium dar, da sie u.a. über homologe Connexin-43-Kanäle miteinander 

verbunden sind und miteinander kommunizieren. Wird die Bildung von Connexin 

43, das den Stoffaustausch zwischen benachbarten Granulosazellen vermittelt, 

im Knockout-Mausmodell gestört, so verbleibt das Follikel im präantralen Stadi-

um. Beim Knockdown von Connexin 37, das heterologe Gap Junctions zwischen 

Oozyte und Granulosazelle vermittelt, können keine ausgewachsenen Eizellen 

und Graaf’schen Follikel gebildet werden. Die Oozyte selbst steuert nicht nur den 

Stoffaustausch und Metabolismus, sondern auch die Expression von Inhibitoren in 

Granulosazellen, die die Oozyte an der spontanen Wiederaufnahme der Reifung 

hindern (siehe unten) und damit die Koordination der Reifung mit der zyklischen 

Ausschüttung von LH vor der Ovulation sicherstellen.

 

6.	 Wiederaufnahme der Reifung, Spindelbildung und 
Chromosomenverteilung bis zur Metaphase II

Erst wenn die Oozyte voll entwickelt ist und erheblich in Umfang und Volumen 

zugenommen hat, erreicht sie zunächst die Fähigkeit zur Wiederaufnahme der 

Reifung. Erst nach vollem Wachstum und Anreicherung von maternalen Faktoren, 

die für die frühe Embryonalentwicklung vor der Aktivierung der zygotischen Gen

expression essentiell sind, erreicht sie auch die volle Entwicklungskompetenz. Stu-

dien in Eizellen verschiedener Spezies, einschließlich dem Menschen [64], haben 

gezeigt, dass die Eizelle dann in einen transkriptionell inaktiven Zustand eintritt, 

der sich morphologisch durch Anreicherung von kondensiertem Chromatin um den 

Nukleolus erkennen lässt (surrounded nucleolus, SN-Zustand; Abb. 1B), im Gegen-

satz zu entwicklungsdefizienten Oozyten, die einen mit NSN (non-surrounded 
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nucleolus) besitzen und ein verändertes Expressionsmuster aufweisen, wie bei 

der Maus gezeigt (Abb. 1B) (z.B. [65, 66]). 

Vor LH-Ausschüttung verharrt die Eizelle in der Interphase und dem Dik-

tyotän der Meiose und kann nicht in die meiotische M-Phase eintreten. Das wird 

durch redundante inhibitorische Mechanismen bewirkt. In der Eizelle ist konstitutiv 

ein orphan G-Protein-gekoppelter  Rezeptor (GRP3/GRP12) aktiv (Abb. 5A), der 

zur Aktivität von zyklischer Adenylatzyklase beiträgt, die aus ATP cAMP generiert 

(Referenzen in: [67, 68]). Gleichzeitig kann ATP, cAMP und cGMP aus Cumulus-

zellen über Zellausläufer, die „Transzonal Projections“ (TZPs), und Gap Junctions 

aus Connexinproteinen direkt in die Oozyte gelangen (Abb. 2A); cGMP inhibiert 

die Phosphodiesterase 3A (PDE3A) in der Eizelle und verhindert damit, dass aus 

cAMP AMP gebildet wird [69]. Der hohe cAMP-Spiegel in der Oozyte führt zur Ak-

tivierung der cAMP-abhängigen Proteinkinase (PKA), die ihrerseits die Wee2-Pro-

tein-Kinase (auch Wee1B genannt) über Phosphorylierung aktiviert (Abb. 5A). 

Letztere kann eine inhibitorische Phosphorylierung an der katalytischen Unterein-

heit, der CDK1-Kinase (Cyclin-Dependent protein Kinase 1), des MPF (maturation 

promoting factors), des Masterregulators in der Progression von der G2-Phase 

zur M-Phase, bewirken. CDK1 verbleibt im Kern, die Cyclin-B1-Konzentration ist 

gering und CDK1 kann deshalb nicht aktiv werden, um die M-Phase einzuleiten. 

Außerdem wird eine CDC25A-Phosphatase über PKA phosphoryliert, bleibt im Zy-

toplasma an ein 14-3-3-Protein gebunden und kann somit nicht die inhibitorische 

Phosphorylierung am CDK1 aufheben [70, 71]. Ein Enzymkomplex, der die Ubiqui-

tinylierung von Cyclin B1, der regulatorischen Untereinheit des MPF, bewirkt, ist 

aktiv: der sogenannte „Anaphase Promoting Factor C“ (APC/C) mit dem Cdh1-Pro-

tein als Koaktivator, das die Substrate von APC/Ccdh1 z.B. Cyclin B1 erkennt. Die 

Ubiquitinylierung führt zum Abbau von Cyclin B1 durch das Proteasom, so dass die 

Konzentration dieser regulatorischen Untereinheit des MPF gering bleibt und nicht 

genügend MPF für den Eintritt in die M-Phase vorhanden ist (Referenzen in: [72]).

In den letzten Jahren wurden darüber hinaus im Mausmodell weitere konser-

vierte Schlüsselkomponenten im meiotischen Arrest in Oozyten im antralen Folli-

kel identifiziert. FSH und Oestrogen regen die Bildung des Natriuretic-Peptids Typ 

C (NPPC oder C-type Natriuretic Peptide, CNP) in muralen Granulosazellen an und 

der Oozyten-produzierte Faktor GDF9 stimuliert die Bildung von Rezeptoren an 

den Cumuluszellen (NRP2) sowie eines Enzyms, Inositol Monophosphat Dehydro-
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Abb. 5   Milestones in Zellzyklusregulation in Eizellen während des meiotischen Arrests (A) und bei der Wie-
deraufnahme der Meiose (B). Links sind murale und Cumulusgranulosazelle schematisch dargestellt, rechts 
die von der Zona umgebene Oozyte. Rechts außen sind die wichtigsten Schritte in Aktivierung (schwarzer 
Pfeil nach oben) bzw. niedriger Aktivität (schwarzer Pfeil nach unten) dargestellt. Weitere Erklärung im Text.
(modifiziert nach: [67, 69, 73, 114])
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genase (IMPDH), was zur Synthese von GTP beiträgt (Abb. 5A) [73]. Hypoxanthin 

in Follikelflüssigkeit (in der Maus) wird über Bildung von Inosin und Inosinemono-

phosphat zum Substrat für die IMPDH- und GTP-Produktion und trägt damit zum 

Arrest bei, indem viel GTP zu Bildung von cGMP zur Verfügung steht (Abb. 5A).  Die 

Sekretion von NPPC führt über Bindung an den Rezeptor auf Granulosazellen zur 

Stimulation einer Guanylatcylase in den Cumuluszellen, die GTP zu cGMP umwan-

delt und damit den cGMP-Spiegel im Cumulus erhöht. cGMP gelangt über die TZPs 

und Gap Junctions in die Oozyte, wo es die PDE3A inhibiert, die damit nicht cAMP 

in der Eizelle zu AMP abbauen kann. Somit bleibt der cAMP-Spiegel hoch und die 

Oozyte kann nicht in die M-Phase eintreten (Abb. 5A) (Referenzen in: [68]). 

Die Initiation der Wiederaufnahme der Reifung in der Eizelle wird indirekt erst 

durch die Ausschüttung von LH ausgelöst (Abb. 5B). Oozyten besitzen keinen 

LH-Rezeptor und unterdrücken durch GDF9 die Expression von LHR in den Cu-

muluszellen in Form eines Gradienten während der antralen Follikulogenese (Abb. 

2B). Jedoch kann LH an den LH-Rezeptor in Theka- und muralen Granulosazellen 

binden und dadurch Signaltransduktionswege induzieren, die einmal zur Bildung 

von EGF-ähnlichen (Epidermal Growth Factor-like, EGF-l) Proteinen führen, Epi-

regulin, Amphiregulin und Betaregulin. Die Induktion von Prostaglandin E2 durch 

EGF-Rezeptor-vermittelte Stimulation der Genexpression fördert in einem Feed-

back die Bildung von EGF-l Protein, das an den EGF-Rezeptor (EGFR) an den Cu-

muluszellen binden kann (Abb. 5B). Die Aktivierung von Kinasen (MAPKs) und Sig-

nalkaskaden in den Cumuluszellen führt zur Aktivierung einer Phosphodiesterase 

PDE5, die cGMP zu GMP umwandelt (Referenzen in: [68]). Gleichzeitig führt die 

Phosphorylierung von Connexinprotein zur Schließung von Gap Junctions (Refe-

renzen in: [63]), primär zwischen benachbarten Cumuluszellen. Zusammen mit der 

progressiven Verschleimung von Cumuluszellen führt das allmählich zum Verlust 

des Kontakts zwischen benachbarten Cumuluszellen und zwischen Cumulus- und 

Eizelle über TZPs. Somit sinkt cGMP in den Eizellen, die PDE3A wird nicht mehr in-

hibiert und aktiv und wandelt cAMP in AMP um. Die PKA wird zu den Mitochondri-

en transportiert und bindet dort an A-Kinase-bindende Proteine (AKAP), was zur 

Inaktivierung führt (Abb. 5B) [68]. Die WEE2-Kinase wird nicht mehr aktivierend 

durch PKA phosphoryliert und CDC25-Phosphatase wird aktiv, gelangt in den Kern 

und kann die inhibitorische Phosphorylierung von CDK1 aufheben. Wird einmal 

eine kleine Menge an CDK1/CyclinB1, also MPF aktiviert, so kann der nun aktive 

MPF das Cdh1-Protein am APC/Ccdh1 phoshorylieren und damit allmählich zu des-
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sen Degradation durch das Proteasom beitragen. Die Inaktivierung des APC/Ccdh1 

wird induziert und damit Cyclin B1 nicht mehr degradiert, so dass der Anstieg in 

MPF-Aktivität weiter gefördert wird (Abb. 5B). Über Feedbackmechanismen und 

Autophosphorylierung steigt die MPF-Aktivität weiter und damit tritt die Eizelle 

vom G2-Stadium in die erste meiotische M-Phase ein (Referenzen in: [72]). 

Bisher ist nicht im Einzelnen geklärt, welche Rolle in Arrest und Wiederauf-

nahme der Reifung andere Cycline (Cyclin B2, Cyclin O und Cyclin A) und ein Faktor 

des Centromers (HEC1) haben (z.B. [75–77], siehe Abbildung 5A unten, Faktoren 

mit ungeklärter Funktion mit Fragezeichen gekennzeichnet). Dagegen wurde in 

letzter Zeit klar, dass die Zink-Homeostase in der Regulation von Inhibitoren ei-

nes Faktors, der APC/Ccdh1 regulieren kann (EMI1), einen Einfluss hat und damit ein 

Anstieg von Zink im Ooplasma mit zum Eintritt in die Reifung beiträgt. Zumindest 

im Mausmodell führt Zink-Defizienz entsprechend zum Verlust der Fertilität im 

weiblichen Geschlecht (Referenzen in: [30]). Es scheint demnach, dass es redun-

dante Mechanismen gibt, die den Arrest der Eizelle im unreifen Follikel sicherstel-

len und auch an der Wiederaufnahme der Reifung beteiligt sind. So scheint z.B. in 

der Mausoozyte die Bildung von AMP durch PDE3A zur Aktivierung von AMP-Kina-

se zu führen, die den Fettstoffwechsel aktiviert. Inhibition der AMP-Kinase kann 

die Reifung verhindern und ihre Stimulation selbst in Anwesenheit von Inhibitoren 

der PDE3A (z.B. Cilostamid) die Reifung induzieren [78]. Diese Befunde zeigen 

die enge Verflechtung der Signalkaskaden und Mechanismen in der Eizelle und 

in der Oozyten-Cumulusinteraktion und die Relevanz des Metabolismus in der 

Homeostase in der Eizelle, die entscheidend die Eizellqualität beeinflussen kann 

(Referenzen in: [79, 80]). Störungen im Metabolismus z.B. bei Fettleibigkeit, Diabe-

tes etc. können nicht nur zu verminderter Eizellqualität auf Grund von Störungen 

im Wachstum und Erwerben der meiotischen und Entwicklungskompetenz führen, 

sondern auch die Reifung von Oozyten beeinträchtigen.

7. 	 Reifung, Spindelbildung und Chromosomentrennung

Nach der Wiederaufnahme der Reifung führt die Aktivierung von MPF zur Kon-

densation des Chromatins, Auflösung der Kernmembran und Spindelbildung (Abb. 

6A). Die Vorgänge während Spindelbildung und Chromosomentrennung sind am 
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besten in der in vitro reifenden Mausoozyte untersucht (z.B. [81]) und obwohl es 

einige Unterschiede zwischen den Spezies gibt, sind sie offenbar weitgehend in 

Mammaliern konserviert. Zunächst werden in der Mausoozyte noch vor Auflösung 

der Kernmembran (GVBD) viele Astern aus Mikrotubuli gebildet, die an nicht cen-

triol-haltigen Centrosomen mit Mikrotubulus organisierendem Material, sogenann-

ten MTOCs, angeheftet sind (Abb. 6A). Nach GVBD ordnen sich dann die bivalenten 

Chromosomen mit ihrer langen Achse parallel zu einem zentralen Ball aus Astern 

mit ihren Centromeren nach innen in Form eines Balls außen an, ein Stadium, das 

als „circular bivalent“ bezeichnet wird (Abb. 6B) [81]. Oozyten besitzen keine Paare 

von Centriolen, die an den Spindelpolen von somatischen Zellen zusammen mit 

perizentriolärem Material auftreten und zur Fokussierung der Spindelpole beitra-

gen. Stattdessen besitzen Oozyten multiple Mikrotubulus-organisierende Zentren 

(MTOCs), die mit perizentriolärem Material angereichert sind, z.B. mit Perizentrin 

und gamma-Tubulin, das für die Initiation von Tubulinpolymerisation und Bildung 

der Spindelmikrotubuli wichtig ist (Referenzen in: [1, 82]). Entsprechend gibt es 

in Oozyten nicht schon zwei kleine Halbspindeln vor Kernmembranauflösung, die 

nach deren Auflösung ein bipolares Gerüst für die Spindelbildung und Chromoso-

menanheftung bereitstellen. Vielmehr müssen sich eine Vielzahl von MTOCs all-

mählich an den Spindelpolen anreichern und eine bipolare Spindel bilden, die relativ 

flache Pole besitzt und ohne viele astrale Mikrotubuli ist, die von den Spindelpolen 

wegragen (sogenannte „barrel-shaped, unastral bipolar spindle“) (Abb. 6a-h).

Entsprechend bilden sich im Ooplasma schon vor Kernmembranauflösung an 

den MTOCs multiple Astern aus Mikrotubuli aus, die sich danach zentral als großes 

Mikrotubulusgeflecht aus vielen Astern im Zellinneren anreichern, wobei die Chro-

mosomen außen auf diesem Ball von Spindelfasern liegen. Auf Grund bisher unge-

klärter Prozesse ordnen sich dann aber allmählich die Astern um, so dass zunächst 

eine kurze bipolare Struktur entsteht, auf der sich die Chromosomen in Form eines 

hohlen Rings außen in einer Ebene anordnen (Abb. 6c). Zumindest in Oozyten der 

Maus, in denen die Spindelbildung mittels hochauflösender konfokaler Mikroskopie 

von lebenden in vitro reifenden Eizellen kontinuierlich untersucht wurde [81], neh-

men die Centromere der Homologen in den bivalenten Chromosomen erst danach 

Kontakt mit den Mikrotubuli der zentralen Spindel auf, werden verankert und  ge-

langen auch in den inneren Bereich der Spindel während der Prometaphase I (Abb. 

5d,e). Dabei können überwiegend zunächst Anheftungen, die nicht nur monopolar 
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sind, auftreten (Abb. 6a’b’), so dass von dem Centromer eines homologen Chromo-

soms oder seiner beiden Chromatiden eine bipolare statt monopolare Anheftung 

zu Mikrotubuli von beiden Spindelhälften gefunden wurden (als amphitel bzw. me-

rothel bezeichnet Abb. 6b’) [81]. In einer verhältnismäßig langen Prometaphase I 

oszillieren die Bivalente anschließend zwischen den Polen hin und her, es kann zur 

Umkehrung in der Orientierung an Spindelpolen oder zu rein monopolaren Anhef-

tungen und Wanderung hin und her kommen, bis in der Metaphase I ein stabilerer 

Zustand erreicht wird, in dem die Bivalente normalerweise in der Mitte der Spindel, 

am Spindeläquator eingeordnet sind (Abb. 5e,c’). Dabei sind die eng miteinander 

verbundenen Centromere der Geschwisterchromatiden eines Homologen an dem 

einen Spindelpol angeheftet (sogenanne synthele Orientierung; Abb. 5c’; Abb. 

1B) und die des anderen Homologs zum entgegengesetzten Spindelpol  ausge-

richtet. Die Homologen eines jeden Bivalents stehen in der späten Metaphase I 

unter Spannung, da sie mit Chiasmata physikalisch miteinander verbunden sind. 

Entsprechend liegt das erste proximale Chiasma in der Spindelmitte (Abb. 6e,c’). 

Die Arme des mehr distalen Chromosoms jenseits des ersten Chiasmas sind rela-

tiv kondensiert, da sie nicht unter Zugspannung stehen, während die proximalen 

Arme der Homologen vom ersten Chiasma an bis zum Centromer gestreckt sind 

und ihre Centromere je nach Lage des ersten Chiasmas mehr oder weniger weit 

von der Spindelmitte entfernt symmetrisch angeordnet sind (Abb. 6c’). 

Kommt es zu Störungen, die die Spindelbildung, die Anheftung, vor allem aber 

die Anordnung der Chromosomen beeinträchtigen, kann es zur Fehlverteilung der 

Chromosomen und Aneuploidie kommen. Zum Beispiel können Störungen in der 

Rekombination zwischen Homologen im embryonalen Ovar zum Auftreten von 

Univalenten führen, die zwei Chromatiden besitzen, aber nicht über Chiasmata 

mit dem entsprechenden homologen Chromosom verbunden sind. Dann gibt es 

ein hohes Risiko für eine zufallsgemäße Anheftung und Wanderung beider Ho-

mologen zu nur einem Pol. Darüber hinaus besteht ein Risiko, dass sich die beiden 

Chromatiden des Univalents an gegenüberliegende Pole statt nur einen Pol an-

heften und dann in der ersten statt in der zweiten Meiose voneinander getrennt 

werden (Referenzen in: [1]). Selbst wenn dieses bei beiden Univalenten auftritt 

und der erste Polkörper und die Oozyte dann jeweils zwei Chromatiden eines jeden 

Chromosoms besitzen, ist die Gefahr groß, dass die beiden Chromatiden dann in 

der zweiten Meiose zufallsgemäß nur zu einem Pol wandern und dass damit ein 



38

Fehler in der Verteilung von Chromosomen und Aneuploidie  in den Eizellen und im 

Embryo auftritt. Selbst wenn Chiasmata vorhanden sind, aber die Kohäsion zwi-

schen den Chromatidenarmen oder sogar Centromeren verloren geht, kann dies 

zum Auftreten funktioneller Univalente oder Chromatiden in der ersten Reifetei-

lung kommen und damit zum Risiko für Fehlverteilung führen, da Kohäsionskom-

plexe nur einmal in der frühen Prophase I gebildet und während des langen Arrests 

im Diktyotänstadium offenbar nicht mehr erneuert werden können [83, 84]. Multi-

valente, die auf Grund von Rekombinationsprozessen zwischen Chromosomen mit 

balancierten reziproken Translokationen oder Robertson’schen Translokationen 

auftreten, führen auch zu erhöhtem Risiko für Chromosomenfehlverteilung, wenn 

sie die korrekte Orientierung und Trennung homologer Chromosomen stören [17]. 

Ungewöhnliche Anheftungen, z.B. von dem Centromer eines Chromosoms an bei-

de Spindelpole, die gehäuft in der Prometaphase I der Meiose in der Oogenese 

auftreten, müssen über Mikrotubulus depolymerisierende Enzyme depolyme-

risiert werden (Abb. 6b’,e’) (z.B. [85, 86]). Kommt es zu Störungen in Expression 

und Regulation dieser Prozesse oder tritt die Eizelle zu früh in die Anaphase I ein, 

bevor solche Anheftungen aufgelöst werden, so besteht ein Risiko für gestörte 

Wanderung (Chromosome Lagging, Abb. 6e’), Fehlverteilung, Mikronukleusbildung 

und Aneuploidie (Referenzen in: [1]). 

Der Eintritt in die Anaphase der ersten Reifeteilung wird einmal durch die Inak-

tivierung des MPF über die Degradation seiner regulatorischen Untereinheit, Cyclin 

B1, ausgelöst (Abb. 6A). Dabei führt die Aktivierung des APC/Cs mit dem Kofaktor 

Cdc20 (APC/Ccdc20) zur Polyubiquitinylierung von Cyclin B1 und dessen Degrada-

tion (Abb. 6A). Ein anderes Target der APC/CCcdc20-Ubiquitin-Ligase ist ein Seku-

rinprotein, das vor Eintritt in die Meiose im Komplex mit Separase, einer Protease, 

auftritt. Die Komplexbildung mit Sekurin hält Separase im inaktiven Zustand. Wird 

Sekurin nach Eintritt in die Anaphase I über APC/Ccdc20-Komplex polyubiquinyliert 

und degradiert, wird Separase freigesetzt und aktiv und kann phosphorylierte 

Kohäsionsproteine (Rec8, als kleine Ringe in Abb. 6A sichtbar) zwischen den Ar-

men der Chromatiden in den homologen Chromosomen proteolytisch spalten. Das 

führt zum Öffnen von Kohäsionsringkomplexen, die die Geschwisterchromatiden 

zusammenhalten (siehe Abb. 1B), so dass sich die Chromosomenarme voneinan-

der lösen können (Abb. 6A). Damit kommt es zur Auflösung der Chiasmata und 

Homologe können sich voneinander trennen (Abb. 6A rechts), wobei je ein Homo-
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log mit beiden Chromatiden in den ersten Polkörper gelangt (PB1) und eines in der 

Oozyte verbleibt. Es ist aber essentiell, dass die Kohäsionsproteine am Centromer 

der Chromatiden in der ersten Meiose nicht phosphoryliert sind und sie deshalb 

nicht von Separase gespalten werden, so dass der Kontakt zwischen Centromeren 

erhalten bleibt. An den Centromeren sind Proteine wie Shugoshin angereichert, 

die zur Rekrutierung von Phosphatasen (PP2A) führen, die eine Phosphorylierung 

von Rec8-Protein in Kohäsionskomplexen am Centromer (dunkle Kreise in Abb. 6A) 

verhindern. Die Centromere der beiden Geschwisterchromatiden können sich dann 

in der zweiten meiotischen Metaphase in der Spindelmitte anordnen und an ent-

gegengesetzte Pole anheften, so dass die Chromatiden in der Meiose II – ähnlich 

wie in der Mitose – am Spindeläquator angeordnet sind (Abb. 6d’,g) und die Chro-

matiden in der Anaphase II nach Aktivierung von APC/Ccdc20 voneinander getrennt 

werden (Abb. 6B) (Referenzen in: [1]).

Normalerweise wird die erste Anaphase der Meiose erst eingeleitet, wenn alle 

Chromosomen angeheftet sind, also dann auch normalerweise stabil am Spindel

äquator angeordnet sind. Der sogenannte „Spindle Assembly Checkpoint“ (SAC) 

stellt sicher, dass dieser Zustand erreicht wird, bevor die Anaphase eintritt (Abb. 

6A,B). Er wird durch ein komplexes Netzwerk aus Komponenten am Centromer aus 

Motorproteinen, Kinasen und Strukturproteinen vermittelt, das Sensoren für die 

Sättigung des Centromers mit Spindelfasern besitzt. Fehlt die Anheftung, wie 

in Abb. 6A in der späten Prometaphase I angedeutet, kommt es zur Bildung und 

Freisetzung von Proteinen mit einer spezifischen Konformation (Mad2; Review in 

[87]), was zur Bildung eines inhibitorischen Komplexes, des „Mitotic Checkpoint 

Complexes“ (MCC), führt, der an cdc20 bindet und damit die Aktivierung von APC/

Ccdc20 verhindert. Ein solcher SAC wurde in somatischen Zellen, Spermatozyten 

und Oozyten gefunden, aber er scheint in Oozyten relativ permissiv, verglichen 

mit anderen Zelltypen, möglicherweise auf Grund des Volumens der Oozyte, die 

die Verteilung und Komplexbildung im MCC beeinträchtigen könnte (Referenzen 

in: [1]). Da außerdem nicht die Lokalisation und Art der Anheftung, sondern nur 

die Sättigung (und Zugspannung) in der späten Metaphase I detektiert werden, 

könnten auch Probleme bei der Auflösung irregulärer merotelischer Anheftungen 

(Anheftung zu beiden Spindelpolen, die nicht durch Mikrotubulus-Depolymerasen 

aufgelöst wurden, wie in Abb. 6b’ gestrichelt gezeichnet) mit zur besonderen An-

fälligkeit für Chromosomenfehlverteilung in der menschlichen Eizelle, insbeson-
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dere in gealterten Oozyten führen (diskutiert in: [1, 86]). Gegenwärtig wird auch 

postuliert, dass es zu einem Verlust von Chromosomenkohäsion während des 

langen Zeitraums des meiotischen Arrests im Diktyotänstadium kommt [83, 84]. 

Da diese Kohäsionsproteine nicht neu gebildet und ersetzt werden [84], kann der 

Verlust während des jahrzehntelangen Verharrens in der G2-Phase zur vorzeitigen 

Auflösung der Chiasmata und Prädisposition von Fehlverteilung von Chromoso-

men/Homologen bzw. Chromatiden beitragen [83] und zufallsgemäße Anhef-

tung und Trennung begünstigen. Darüber hinaus legen mehrere Untersuchungen 

des Transkriptoms von gealterten Oozyten nahe, dass Genprodukte des SAC, der 

Spindelbildung, der Regulation von dynamischen Prozessen der Mikrotubuluspo-

lymerisation und der Mikrotubulus-Motorproteine sowie solche Transkripte, die 

die Aktivität von Mitochondrien beeinflussen, verändert sind, was zum hohen 

Risiko für Fehlverteilung von Chromosomen in Oogenese und früher Embryonal-

entwicklung beitragen kann [1, 88–92]). Da nach der Wiederaufnahme der Rei-

fung die Genexpression über sequenzielle und hochregulierte Rekrutierung von 

gespeicherter mRNA in Eizellen bis zur zygotischen Genaktivierung reguliert wird, 

können auch Störungen in der stadienspezifischen Speicherung, Polyadenylierung 

und Degradation von mRNAs, die für Metabolismus, Spindelbildung und frühe Em-

bryonalentwicklung essentiell notwendig sind, zu verminderter Eizellqualität und 

reduziertem Entwicklungspotential führen. 

8. 	Abschluss der Meiose und Eizellbildung

Die Meiose in Eizellen wird erst beendet, wenn Fertilisation und Aktivierung ein-

treten. Die Eizelle verharrt bis dahin in der Metaphase II der Meiose, obwohl sie ein-

geordnete und angeheftete Chromosomen besitzt, was normalerweise in anderen 

Zellen den SAC inaktiviert und zum Eintritt in die Anaphase führt (Abb. 6B). Eizel-

len enthalten aber Proteine des sogenannten „Cytostatic Factors“ (CSF), was man 

durch Injektion von Ooplasma in somatische Zellen und Blastomeren nachweisen 

konnte, die zum M-Phase-Block führen. Die Natur des CSF ist erst in den letzten 

Jahren in Mammalieroozyten weiter aufgeklärt worden. In den Oozyten wird dabei 

ein Protein synthetisiert, EMI2 (Early Mitotic Inhibitor 2), das an den APC/Ccdc20 

bindet, ihn inaktiv hält und damit die Ubiquitinylierung und Degradation von Pro-
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teinen wie Cyclin B1 und Sekurin verhindert oder zumindest herabsetzt. Die Akti-

vität von EMI2 scheint dabei von der Bindung an Zink abhängig. Die Freisetzung 

von Calcium nach der Fertilisation führt zur Aktivierung einer Calcium-Calmodu-

lin-abhängigen Kinase II (CaMKII), die EMI2 phosphoryliert, einer Bindung von Zink 

an EMI2-Cofaktoren, und deren Ausschüttung bewirkt (Referenzen in: [30]), was 

damit die Inaktivierung und Degradation von EMI2 durch das Proteasom auslöst 

(Abb. 6B). Da APC/Ccdc20 aktiv wird, kann es Cyclin B1 und Cyclin A2 ubiquitinylie-

ren, was zur Degradation führt, und damit die Inaktivierung des MPF und Chroma-

tidentrennung bewirkt [75]. Sekurin wird degradiert, Separase freigesetzt und die 

in der zweiten Meiose phosphorylierten Kohäsionsproteine (Rec8)  am Centromer 

der Geschwisterchromatiden proteolysiert, was die Trennung der Chromatiden 

auslöst (Abb. 6B, rechts unten). Die Eizelle geht in die Anaphase II, der zweite 

Polkörper wird abgeschnürt und das haploide Genom der Oozyte wird am Ende 

der Meiose II im weiblichen Vorkern dekondensiert, während das Chromatin des 

Spermiums dekomplexiert und von einer neuen Kernmembran im männlichen Pro-

nukleus umgeben wird (Referenzen in: [1]). 

 

9. 	Länge der Reproduktionszeit, Größe des Follikelpools 
und genetische und nicht genetische Determinanten 
der Oozytenqualität und Fertilität

Störung im Erreichen der Milestones zu allen Stadien der Oozytenbildung können 

weitreichende Folgen für Qualität und Entwicklungspotential der Eizellen und Fer-

tiltät und Gesundheit des Embryos und der Nachkommen haben. Mutationen und 

Veränderungen, die zu einer Verringerung der PGCs oder ihrer Reprogrammierung 

führen, können nicht nur die Größe des Oozyten- und Follikelpools beeinträchti-

gen, sondern auch zu kongenitalen Pathologien beitragen, wenn sie die epigene-

tische Regulation der Genexpression beeinträchtigen. Störungen in der Prophase I 

der Meiose auf Grund von Mutationen oder Einflüssen durch Umweltfaktoren kön-

nen nicht nur zum irreversiblen Arrest oder Apoptose und Atresie führen, sondern 

auch zu Prädisposition zur Aneuploidie oder POI und möglicherweise auch zum 

Polycystic Ovary Syndrome (PCOS) beitragen. Störungen in Rekrutierung und Er-

halt von primordialen Follikeln sind kritisch, da sie vor allem den Vorrat, aber auch 
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die hormonelle Homeostase beeinträchtigen können und damit POI und vorzei-

tige Alterung auf Grund des physiologischen Alters und Entleerungsgrades des 

Ovars mit sich bringen (Referenzen in: [93]). Chemotherapie kann so nicht nur 

wachsende Follikel und Oozyten direkt schädigen [94], sondern auch durch Stö-

rungen und apoptotischen Zelltod  im somatischen Kompartiment den Erhalt der 

Oozyten beeinträchtigen [93]. Zum Erhalt der Fertilität können Oozyten, Embryo-

nen oder ovarielles Gewebe cryopreserviert werden. Die ovarielle Unterdrückung 

durch Gonadotropin-Releasing-Hormon-Analoga (GnRHa) wird kontrovers disku-

tiert. Cryopreservierung von Ovargewebe ist gegenwärtig die einzige Option zum 

Fertilitätserhalt bei Einsatz einer aggressiven Chemotherapie bei präpubertalen 

Patientinnen [95].

Weiterhin können auf Grund von Störungen z.B. durch altersbedingt auftre-

tende Anreicherung toxischer Metabolite (z.B. ROS, reaktive Carbonylmetabolite 

und Bildung von „advanced glycation end products“, AGEs) [95, 96], Mutationen 

und Funktionsstörungen in Mitochondrien, Zellorganellen, Membranen und Gen

expression und Proteindegradation irreversible Schäden in Eizellen akkumuliert 

werden, die nicht nur später bei der Wiederaufnahme der Reifung Störungen in 

der Spindelbildung, der Zellzyklusregulation und der Chromosomenverteilung 

auslösen, sondern auch die Entwicklungsfähigkeit des Embryos vermindern. 

Schädigungen der Mitochondrien durch ROS, Lipidoxidation und Änderungen im 

Redoxpotential können Transkription und Spindelbildung beeinträchtigen, wenn 

lokal (z.B. in der Spindel) nicht ausreichend ATP für Motorproteine und Enzymak-

tivität vorhanden sind [1, 26]. Da während des Wachstums auch das maternale 

Imprinting stattfindet, können Störungen, z.B. durch genotoxische und endokrin 

wirkende Substanzen oder Kryopreservierung und Kultur zu Epimutationen bei-

tragen, die erst im Embryo, Foetus oder den adulten Nachkommen die monoallele 

Genexpression geprägter Gene beeinträchtigen und das Risiko für epigenetisch 

bedingte Erkrankungen erhöhen.

Neben Altern und Verringerung des Follikelpools [98] und veränderter hor-

moneller Homeostase (diskutiert in: [1]) kann auch eine Veränderung in der 

hormonellen Homeostase auf Grund von metabolischen Pathologien, Lebensstil 

und Umweltgiften neben dem chronologischen Altern der primordialen Follikel 

und Oozyten die Interaktionen zwischen dem somatischem Kompartiment, der 

hormonellen Steuerung und der Eizelle beeinträchtigen [99], so dass es zu Ver-
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änderungen in der Genexpression, Anreicherung maternaler Faktoren und Beein-

trächtigung in der Funktion von Zellorganellen kommen kann, die ebenfalls die 

Reifung und Qualität der Oozyten reduzieren und damit zu niedrigen Schwanger-

schaftsraten nach spontaner wie auch In-vitro-Fertilisation führen. Die Follikel von 

Primaten produzieren angiogene Wachstumsfaktoren (z.B. [100]). Unzureichen-

de Vaskularisierung kann vor allem die späten Phasen der Oozytenentwicklung 

und das Wachstum beeinflussen, da Sauerstoff für die Steroidogenese und den 

Stoffwechsel im somatischen Kompartiment wie in der Oozyte die Reifungs- und 

Entwicklungsfähigkeit beeinträchtigen kann, weil im großen Follikel Sauerstoff 

nur über Diffusion bis zu dem Cumulus-Oozyten-Komplex gelangt. Letztlich ist die 

Eizelle vor allem bei der Wiederaufnahme der Reifung während der Spindelbildung 

und der Chromosomentrennung anfällig für Veränderungen in Temperatur, meta-

bolischer Insuffizienz und Noxen, die auf Zellzyklus, Chromatin, Spindelbildung und 

Genexpression wirken [1, 101]. 

Die Alterung des Ovars ist ein multifaktorieller Prozess, der sowohl von ge-

netischen, physiologischen und Umweltfaktoren beeinflusst wird und zur dra-

matischen Zunahme an Chromosomenfehlverteilung z.B. auf Grund vorzeitiger 

Chromatidentrennung [19] und verminderter Entwicklungskompetenz und hor-

moneller Stimulierbarkeit führt [98]. Im Tiermodell kann kalorienreduzierte Kost 

zu einer Verbesserung der Oozytenqualität in alternden Müttern und zur Reduk-

tion in der Rekrutierung von primordialen Follikeln führen [102, 103], während 

Fettleibigkeit zur Reduktion der Oozytenqualität und Sub- oder Infertilität bei-

trägt (Referenzen in: [80]). Ob und wodurch Altersprozesse, die zum Verlust von 

Kohäsinproteinen und vorzeitiger Trennung von Chromatiden führen und damit 

die Oozyte prädisponieren für Aneuploidien, induziert oder verhindert werden kön-

nen, ist gegenwärtig nicht bekannt. Die Vitrifikation reifer Metaphase-II-Oozyten 

könnte eine Option zur Vermeidung von Altersschäden darstellen und damit die 

Möglichkeit für Schwangerschaft in weiter fortgeschrittenem biologischen Alter 

erhöhen, wenn der Pool an primordialen Follikeln schon begrenzt ist, eine Analyse 

der Unbedenklichkeit der Technik und eine kritische Bewertung von Chancen, Risi-

ken und ethischen und sozialen Implikationen sind jedoch nötig. 

Gerade im Hinblick auf das Auftreten von Epimutationen durch Stimulation, 

Fertilisation und Embryokultur in der assistierten Reproduktionsmedizin sind im-

mer noch Fragen offen, um das Risiko abzuschätzen und zu minimieren bzw. pa-
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tientenintrinsische Risikofaktoren (z.B. genetische/physiologische Faktoren) zu 

identifizieren und entsprechende Optionen für die Beratung und Behandlung zur 

Verbesserung der Oozytenqualität und den Erhalt der Fertilität zu eröffnen.  Im 

Sinn der Barker-Hypothese (Referenzen in: [105, 106]) sollten Frauen über den 

Einfluss des Lebensstils auf Oozytenqualität, Auftreten chronischer Erkrankungen 

der Kinder und möglicherweise auch Fertilität in der nächsten Generation infor-

miert sein, da adverse metabolische Bedingungen zu allen Zeiten der Oogenese 

und Embryonalentwicklung auf das Entwicklungspotential und die Gesundheit 

einwirken können. Erst kürzlich haben Untersuchungen gezeigt, dass Störungen 

im intrafollikulären Milieu, wie etwa beim Polycystic Ovary Syndrom (PCOS) an Ver-

änderungen im Genexpressionsmuster beteiligt sein können, zum Beispiel in der 

Abundanz von mRNAs von maternalen Genen und von Genen, die in Spindeldyna-

mik, Chromosomenanordnung und SAC eine Rolle spielen [107]. Störungen in der 

Expression von Wachstumsfaktoren und Oestrogenrezeptor-Signalkaskaden in 

Cumuluszellen von reifen Metaphase-II-Oozyten von Patienten mit PCOS weisen 

auf die Deregulation in der Interaktion zwischen dem somatischen Kompartment 

und der Oozyte bei der Pathologie dieser Störung hin [108].

Ooyzten in vitro aus Stammzellen zu generieren oder reife Oozyten aus In-vi-

tro-Kultur zu erhalten, sind Ansätze zum Erhalt der Fertilität, die gegenwärtig zu-

mindest in Tiermodellen vielversprechend erscheinen [107]. Sie sind aber noch 

in einem frühen experimentellen Stadium und können primär für die Gewinnung 

neuer Erkenntnisse für die Therapie eingesetzt werden (diskutiert in: [110]). Die 

Gewinnung und Vermehrung von Stammzellen aus dem Ovar und die Generierung 

von Oozyten nach Kultur und Transplantation wurden von Maus und Mensch be-

schrieben, aber die Effizienz der Technik und vor allem die Gesundheit und Ent-

wicklungsfähigkeit der Eizellen ist gegenwärtig nicht bekannt (z.B. [111]). Die 

Generierung von patientenspezifischen Stammzellen über Kerntransfer und Re-

programmierung des Genoms der somatischen Zellen zu pluripotenten humanen 

Stammzellen nach Transfer in Oozyten eröffnet neue Therapieansätze für ver-

schiedenste Erkrankungen, wirft aber auch viele ethische und rechtliche Fragen 

auf [112].
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Schädigung der weiblichen Gonaden und Fertilitätserhalt
Stephanie C. Ziehr, Katharina Winkler, Ludwig Wildt

1. 	Wodurch kann die weibliche Fruchtbarkeit geschädigt 
werden? 

Die Schädigung der weiblichen Gonadenfunktion kann durch endogene und exo-

gene Ursachen bedingt sein. Wenngleich nicht selten der Grund für die einge-

schränkte Ovarfunktion ungeklärt bleibt (Abb. 1), werden im Folgenden mögliche 

Ursachen der prämaturen (vorzeitigen) Ovarialinsuffizienz (POI, premature ovarian 

failure POF) ausführlich dargestellt. Eine Übersicht zeigt Tabelle 1, Seite 50.

 

1.1	Endogene Ursachen
1.1.1   Genetische Ursachen (X-chromosomale Defekte)

Ullrich-Turner-Syndrom (UTS)

Das Ullrich-Turner-Syndrom ist einer der häufigsten genetischen Defekte des 

Menschen mit einer Prävalenz von 1 :2500 Lebendgeburten. Bei Frauen mit Ull

rich-Turner-Syndrom liegt ein 45,μXO-Karyotyp vor. Sie haben ursprünglich einen 

Abb. 1   Übersicht der Ursachen einer prämaturen Ovarialinsuffizienz (POF). 
(modifiziert nach Shelling [1])
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regelrechten, altersentsprechenden ovariellen Follikelpool, welcher jedoch rapide 

der Atresie zugeführt wird und daher schon vor dem Eintritt in die Pubertät er-

schöpft ist. Klinisch fallen diese Patientinnen durch ein Ausbleiben der Pubertäts-

entwicklung, eine primäre Amenorrhoe und multiple morphologische Veränderun-

gen auf.

Im Falle eines Mosaiks 45,X/46,XX ist der Eintritt in die Pubertät regelrecht mög-

lich, auch die Menarche kann spontan und der Zyklus regelrecht verlaufen, jedoch 

erschöpft sich auch hier der Follikelpool nicht selten verfrüht [2]. Spontan einge-

tretene Schwangerschaften sind vor allem bei Vorliegen von Mosaiken möglich. 

Fragiles X-Syndrom

Veränderungen des FMR1-Gens auf dem Chromosom Xq27 sind verantwortlich 

für das Fragile X-Syndrom. In Abhängigkeit von der Anzahl der Repeats des FMR1-

Gens kann es zu unterschiedlichen klinischen Ausprägungen kommen: Weniger als 

40 Repeats werden als Normalbefund angesehen. Über 200 Repeats entspre-

chen einer Vollmutation und führen bei männlichen Nachkommen zum Fragilen 

X-Syndrom mit schwerer mentaler Retardierung. Repeats zwischen 40 und 200 

entsprechen einer Prämutation, welche bei weiblichen Nachkommen 10 x häufi-

ger mit einer prämaturen Ovarialinsuffizienz vergesellschaftet ist [3, 4].

Anlagestörung

Gonadenagenesie

Chromosomale Störungen

XO-Gonadendysgenesie
XX-Gonadendysgenesie
XY-Gonadendysgenesie
gemischte Gonadendysgenesie 
45X/46XY-Mosaike
Fragile-X-Prämutation

Autoimmunerkrankungen

Polyglanduläres Autoimmunsyndrom Typ I
Polyglanduläres Autoimmunsyndrom Typ II
Autoantikörper
Autoimmunoophoritis

Stoffwechselerkrankungen

Galaktosämie

Resistenz

Resistant Ovary Syndrome
LH/FSH-Rezeptor-Mutationen
LH/FSH-Mutationen

Enzymdefekte

17alpha-Hydroxylase-Mangel
17-20-Lyase-Mangel

Infektionen

Mumps-Oophoritis
Virusinfekte

Noxen

Chemotherapie
Strahlentherapie
polyzyklische aromatische 
Kohlenwasserstoffe

Tab. 1   Übersicht der Ursachen einer prämaturen Ovarialinsuffizienz (POF)
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Die Prävalenz einer FMR1-Prämutation liegt bei sporadisch entstandener 

prämaturer Ovarialinsuffizienz bei 2–5%, bei positiver Familienanamnese (min-

destens ein Familienmitglied mit vorzeitiger Menopause unter 40 Jahren) bei 

12–14% [5]. Aus diesem Grund gilt die Empfehlung, bei allen Patientinnen mit 

einer prämaturen Ovarialinsuffinzienz bzw. Hinweiszeichen auf eine ovarielle Er-

schöpfung (z.B. FSH-Erhöhungen vor dem 40. Lebensjahr) eine genetische Unter-

suchung auf eine FMR1-Prämutation durchzuführen [6].

1.1.2   Genetische Ursachen (autosomal-chromosomale Defekte)

Galaktosämie

Die Galaktosämie ist eine sehr seltene Stoffwechselerkrankung, die durch einen 

Enzymdefekt der Galaktose-1-Phosphat-Uridyltransferase hervorgerufen wird. 

Wenngleich der Pathomechanismus der ovariellen Schädigung noch unklar ist, 

geht man von toxischen Effekten der Galaktosemetaboliten aus, die in über 80% 

zu einer prämaturen Ovarialinsuffizienz führen [7].

BMP15-Mutationen

Das Protein BMP15 (bone morphogenic protein 15) gehört der TGF-Familie an 

und reguliert die Ovulation und Follikulogenese. Eine Mutation in diesem Protein 

ist mit einem reduzierten Granulosazellwachstum assoziiert und kann in seltenen 

Fällen ursächlich für eine prämature Ovarialinsuffizienz sein [8].

Mutationen im FSH-Rezeptor

Mutationen im FSH-Rezeptor-Gen sind äußerst selten. Sie bedingen, dass FSH 

entweder nicht am Rezeptor gebunden werden kann oder eine Aktivierung der 

Signaltransduktion unterbleibt. Die Folge ist die fehlende Induktion der Aromata-

se und damit das Ausbleiben der Aromatisierung von Androgenen zu Östrogenen. 

Klinisch zeigt sich dies in einem Östrogenmangel im peripheren Blut. Inwiefern die-

se Mutation die Eizellzahl und -qualität beeinflusst, ist unklar [9]. Dennoch scheint 

der antrale Follikelcount dieser Patientinnen regelrecht zu sein, wenngleich die 

Stimulierbarkeit der Follikel hin zum sprungreifen Follikel aufgrund des Rezeptor-

defektes nicht möglich ist.
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1.1.3   Autoimmunologische Ursachen 

Eine Autoimmunoophoritis tritt in 10% der Fälle auf. Sie zeigt sich häufig in Ver-

bindung mit anderen Autoimmunerkrankungen im Sinne eines Polyglandulären 

Autoimmunsyndroms Typ I (mukocutane Candidiasis, Hypoparathyreoidismus, Ne-

bennierenrindeninsuffizienz) oder Typ II (Nebennierenrindeninsuffizienz, M. Hashi-

moto, Diabetes mellitus Typ I, Vitiligo, Alopezie). Es besteht möglicherweise eine 

Assoziation der prämaturen Ovarialinsuffizienz mit einer Myasthenia gravis [10]. 

Ursächlich wird vor allem bei gleichzeitiger Beeinträchtigung der Nebennieren von 

einer vermehrten Lymphozyteninfiltration in die Thekazellen ausgegangen, so 

dass eine Immunsuppression einen möglichen Therapieansatz darstellen könnte 

[11]. Das isolierte Auftreten antiovarieller Antikörper ist beschrieben, kann aber 

nur in den seltensten Fällen nachgewiesen werden.

1.1.4   Viruserkrankungen

Obgleich der Zusammenhang einer Mumpsinfektion beim Mann mit einer Orchi-

tis und daraus resultierender Störung der Hodenfunktion gesichert ist, ist dies 

bei der infektionsbedingten Oophoritis unklar. Eine aktue Oophoritis ist schwer 

zu diagnostizieren und verläuft häufig klinisch inapparent. Aus diesem Grund ist 

der Nachweis der Genese einer prämaturen Ovarialinsuffizienz durch die Oopho-

ritis nur schwer möglich [12]. Dennoch sollten Virusinfektionen wie Mumps oder 

Cytomegalie als Differentialdiagnose der prämaturen Ovarialinsuffizienz bedacht 

werden.

1.2	Exogene Ursachen
1.2.1   Chemotherapie

Chemotherapeutika können je nach ihrer Substanzklasse sehr unterschiedliche 

Auswirkungen auf die Ovarfunktion haben. Eine Übersicht über das Risiko der 

Ovarschädigung gibt Tabelle 2. Alkylantien wie Cyclophosphamid wird hier ein ho-

hes gonadotoxisches Potential zugesprochen. Die Folge ist sowohl eine direkte 

Schädigung der Eizellen der sich in Entwicklung befindlichen Follikel als auch eine 

indirekte Schädigung des Primordialfollikelpools durch Beeinflussung der Vasku-

larisation des ovariellen Stromas (Abb. 2B(i)). Dies führt zu einer verstärkten Initi-

ierung des Follikelwachstums aus dem Follikelpool und damit zu einem „burn out“ 

der ovariellen Reserve [13, 14].
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Hohes Risiko Mittleres Risiko Geringes Risiko

Cyclophosphamid

Ifosfamid

Chlormethin

Busulfan

Melphalan

Procarbazine

Chloambucil

Cisplatin

Carboplatin

Doxorubicin

Vincristin

Methotrexat

Dactinomycin

Bleomycin

Mercaptopurin

Vinblastin

Tab. 2   Einteilung der chemotherapeutischen Substanzen nach dem Risiko für eine Ovarschädigung.
(modifiziert nach Wallace et al. [15])

1.2.2   Strahlentherapie

Durch eine Ganzkörper-, abdominale oder pelvine Bestrahlung kann es zu einer 

direkten Schädigung des weiblichen Genitale kommen. Die Effekte sind dosis- und 

altersabhängig (Tab. 3). Sowohl die Ovarien als auch der Uterus sind davon be-

troffen. Neben der direkten Schädigung der Eizellen (LD50 ist bei 2Gy) kommt es 

zudem zu einer Veränderung der uterinen Gefäße, einer Volumenverkleinerung 

des Uterus und dann schließlich zu einem deutlich höheren Risiko für Aborte und 

Frühgeburten nach erfolgreicher Therapie [15].

Gray Auswirkung

<2,0

20,3

18,4

16,5

14,3

LD50

POF (Geburt)

POF (ca. 10 Jahre)

POF (ca. 20 Jahre)

POF (ca. 30 Jahre)

Abb. 2   Gonadotoxische Wirkung der Chemotherapeutika am Ovar. A: Humane Follikulogenese. B: Potenti-
elle Angriffsstellen der Chemotherapeutika am Ovar. B(i): Wirkung der Chemotherapeutika am Follikel: direkte 
Schädigung der Primordialfollikel oder indirekte Schädigung der wachsenden Follikel durch verstärkte Wachs-
tumsinitiierung anderer Primordialfollikel. B(ii): Wirkung der Chemotherapeutika an der Eizelle: direkt oder indi-
rekt durch Schädigung der somatischen Zellen in der Umgebung.
(nach Morgan et al. [13])

Tab. 3   Auswirkung der Strahlendosis auf die Ovarfunktion je nach Alter bei der Bestrahlung.
LD50: Letaldosis, um die Hälfte der Oozyten zu schädigen, POF: Prämature Ovarialinsuffizienz.
(modifiziert nach Wallace et al. [15])
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2. 	Gibt es Methoden, um Fertilität zu messen und/oder 
zu prognostizieren?

2.1	Alter
Das Alter einer Frau gilt als bester prognostischer Faktor der Fruchtbarkeit bzw. 

der Wahrscheinlichkeit des Eintritts einer Lebendgeburt. Ebenso kann das Alter 

der Mutter bei Eintritt der Menopause einen prognostischen Faktor bei der Ab-

schätzung der „reproduktiven Lebensspanne“ der Tochter darstellen. 

2.2	Zyklusanamnese
Klinisch erlaubt die Zyklusanamnese eine orientierende Einschätzung der Ovari-

alfunktion und damit der Fruchtbarkeit. So kann eine Ovarialinsuffizienz in unter-

schiedlicher Intensität vorliegen, welche sich im Ausmaß der Zyklusstörung äußert 

(Pathophysiologisches Kontinuum, Abb. 3) [16].

2.3	Antraler Follikelcount (AFC)
Die Antralfollikelzahl kann mittels Vaginalsonographie bestimmt werden. Hierbei 

werden Follikel mit einer Größe von 2 bis 10 mm Durchmesser beider Ovarien in 

der frühen Follikelphase (2. –4. Zyklustag) gezählt [17]. Einen AFC ≤10 findet man 

bei Patientinnen mit reduzierter ovarieller Reserve [18]. 

Abb. 3   Pathophysiologisches Kontinuum der Ovarialinsuffizienz.
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Kritisch anzumerken ist, dass die Bestimmung des AFC sowohl zyklusabhän-

gig als auch stark untersucherabhängig ist. Der AFC scheint eine gute Vorhersage 

für die ovarielle Reserve und Ansprechbarkeit bei ovarieller Stimulation zu sein, 

sagt jedoch wenig über die Eizellqualität, Befruchtungswahrscheinlichkeit und 

das Schwangerschaftsoutcome aus [18, 19].

2.4	Gonadotropine
Im Rahmen der endokrinologischen Diagnostik bedient man sich der Gonadotro-

pine FSH und LH sowie des Östrogens, um einen Einblick in das Zyklusgeschehen 

und die Ovarialaktivität der Frau zu bekommen. Ein Hormonstatus in der frühen 

Follikelphase (3. bis 5. Zyklustag) erlaubt eine orientierende Einschätzung der 

Ovarfunktion.

Dem follikelstimulierenden Hormon (FSH) kommt hier die größte Bedeu-

tung zu. FSH-Konzentrationen <10 IU/ l im Serum werden als normal angese-

hen. FSH-Konzentrationen >20 IU/ l gehen üblicherweise mit erhöhtem Alter 

bzw. einer ovariellen Erschöpfung und somit mit einer deutlich eingeschränkten 

Fruchtbarkeit einher [17]. Dennoch ist hier wichtig anzumerken, dass aus einer 

einmaligen Bestimmung keine generelle Aussage getroffen werden kann. Zwei 

Blutentnahmen mit konkordant hohen Messwerten im Abstand von 3 bis 6 Mo-

naten sind obligat, um den Verdacht auf eine ovarielle Erschöpfung zu erhärten.

Zeigt sich gleichzeitig zur FSH-Elevation eine niedrige Östradiol-Konzentra-

tion (<50 pg/ml) ist eine prämature Ovarialinsuffizienz sehr wahrscheinlich und 

die Fertilität damit eingeschränkt. Ist die Östradiol-Konzentration in der frühen 

Follikelphase bereits >80 pg/ml, spricht man von einer akzelerierten Follikelrei-

fung, welche in der Prämenopause typisch ist und daher als Zeichen einer sich 

entwickelnden reduzierten ovariellen Reserve gilt [21].

2.5	Marker der ovariellen Reserve

Anti-Müller-Hormon (AMH)

Das Anti-Müller-Hormon gehört der TGF-beta-Familie an und wird von den Gra-

nulosazellen der primären und präantralen Follikel (<8 mm) exprimiert. Ab einer 

Follikelgröße > 8 mm wird AMH nicht mehr sezerniert; der Follikel ist dann FSH-ab-

hängig. AMH inhibiert die Follikelrekrutierung aus dem ruhenden Primordialfolli-

kelpool und inhibiert das FSH-abhängige Wachstum und die Selektion präantraler 

und antraler Follikel (Abb. 5) [22].
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Physiologisch fällt AMH mit zunehmendem Alter ab und ist perimenopausal 

nicht mehr nachweisbar. AMH-Konzentrationen <0,5ng/ml sprechen für eine 

deutlich reduzierte ovarielle Reserve, während AMH-Konzentrationen >3,0ng/ml 

häufig mit einem polycystischen Ovarsyndrom assoziiert sind und im Fall einer 

ovariellen Stimulation ein größeres Risiko für ein Überstimulationssyndrom mit 

sich bringen [23]. Dennoch muss angemerkt werden, dass bis heute keine interna-

tional akzeptierten Cut-off‘s für AMH existieren.

Untersuchungen von Wang et al. konnten zeigen, dass AMH, gemessen 

bei Frauen unter 35 Jahren, keine Vorhersagekraft bzgl. der Lebendgeburts-

wahrscheinlichkeit nach IVF hat [24]. Daten zur Vorhersage des Eintritts einer 

Schwangerschaft durch Spontankonzeption fehlen gegenwärtig. Daher ist dieser 

Parameter kritisch und stets im Kontext der anderen klinischen Parameter zu in-

terpretieren.

Abb. 5   Modell der AMH-Sekretion am Ovar. AMH wird von den wachsenden primären und präantralen Fol-
likeln gebildet. Es inhibiert das Follikelrecruitment aus dem ruhenden Primordialfollikelpool (1). AMH inhibiert 
das FSH-abhängige Wachstum und die Selektion präantraler und antraler Follikel (2).
(nach Visser et al. [22])

AMH
2

AMH

1

FSH

+

primordial primär präantral antral
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3.	 Fertilitätserhaltende Maßnahmen

Die Maßnahmen zur Fertilitätsprotektion bei der Frau lassen sich in medikamentö-

se und invasive sowie in etablierte und experimentelle Methoden (Tab. 4) untertei-

len. Für die individuelle Beratung der Patientin spielen neben deren Grunderkran-

kung und der geplanten Therapie die aktuelle Lebenssituation und der Zeitrahmen 

bis zum Start der gonadotoxischen Therapie eine entscheidende Rolle. Auf die 

einzelnen Maßnahmen der Fertilitätsprotektion soll nun im Folgenden kurz ein-

gegangen werden.

Tab. 4   Aktuelle Optionen der Fertilitätsprotektion entsprechend der Einschätzung der American Society for 
Reproductive Medicine (ASRM) [25].

3.1	Transposition der Ovarien
Die chirurgische Transposition der Ovarien ermöglicht die Verlagerung der Ovarien 

vor einer geplanten pelvinen Bestrahlung aus dem Strahlenfeld. Hierbei werden 

die Eierstöcke meist an der Vasa ovarica gestielt nach kranial und lateral an der 

Beckenwand fixiert und für eine spätere Rückverfolgung mit Klammern markiert. 

Diese Möglichkeit wird seit vielen Jahrzehnten effektiv eingesetzt und führt zu 

einer deutlichen Reduktion der Strahlenbelastung am Ovar, so dass anschließend 

in den meisten Fällen eine normale ovarielle Hormonproduktion aufrechterhalten 

bleibt. Für eine später gewünschte Schwangerschaft stellt die Loslösung des 

Ovars aus seiner tuboovariellen Einheit jedoch ein Problem dar. Eine Rückverla-

gerung der Ovarien in die Fossa ovarica nach erfolgter Therapie kann diskutiert 

werden [26].

Etablierte Methoden

Transposition der Ovarien
Kryokonservierung von Embryonen
Kryokonservierung von Oozyten

Experimentelle Methoden

Kryokonservierung von Ovarialgewebe
In-Vitro-Maturation von Oozyten
In-Vitro-Kultur von Ovarialgewebe

Möglicherweise effektive Methode

GnRH-Analoga-Therapie
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3.2	Einsatz von GnRH-Analoga
Agonistische GnRH-Analoga wirken an der Hypophyse und blockieren mittels 

Downregulation der GnRH-Rezeptoren die Sekretion der Gonadotropine (FSH, 

LH) aus dem Hypophysenvorderlappen. Dies führt zu einer Ruhigstellung der 

Ovarien, hormonell der präpubertären Phase entsprechend. Konsekutiv geht man 

davon aus, dass es damit zu einer geringeren Schädigung durch die gonadoto-

xischen Substanzen am Ovar kommt [26]. Auch wenn bis heute der Nutzen der 

GnRH-Analoga kontrovers diskutiert wird, deutet eine Metaanalyse von Kim et al. 

einen Vorteil für die Verwendung der GnRH-Analoga unter laufender Chemothe-

rapie im Hinblick auf die spätere Ovarfunktion an [27]. Der Beginn der Applikation 

der GnRH-Analoga kann zyklusunabhängig erfolgen. 

3.3	Kryokonservierung von Embryonen
Die Kryokonservierung von Embryonen nach erfolgter künstlicher Befruchtung 

stellt bisher die einzige langjährig etablierte Methode der Fertilitätsprotektion bei 

jungen Krebspatientinnen dar. Das Überleben der kryokonservierten Embryonen 

nach Auftauen ist mit bis zu 90% als sehr gut anzusehen und auch die Lebendge-

burtenrate von 28% pro transferiertem kryokonserviertem Embryo insinuiert eine 

reale Chance für die spätere Realisierung der Familienplanung. Mehrere Studien 

konnten keine höhere Rate an Fehlbildungen bei Kindern nach Kryokonservierung 

von Embryonen feststellen [26].

Für die Kryokonservierung von Embryonen ist zuvor eine ovarielle Stimula-

tion mit Gonadotropinen notwendig. Nach der In-vitro-Fertilisation (IVF) können 

die so entstandenen Embryonen dann für später kryokonserviert werden. Diese 

Behandlung erfordert ein etwa zweiwöchiges Intervall, so dass diese Möglichkeit 

Abb. 6   In-vitro-Fertilisation. A: Intracytoplasmatische Spermieninjektion (ICSI). B: Blastozyste.
(eigenes Archiv)
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ausschließlich Patientinnen angeboten werden kann, bei welchen ein umgehender 

Start der onkologischen Therapie nicht erforderlich ist. Die Zyklusphase für den 

Beginn der Stimulationstherapie spielt unter diesen Umständen keine Rolle, da ge-

zeigt werden konnte, dass sich die Qualität der Eizellen nach Stimulation in der Lu-

tealphase nicht von der in der Follikelphase unterscheidet [26]. Die Durchführung 

einer IVF mit dem Ziel der Kryokonservierung von Embryonen setzt zudem eine 

Partnerschaft voraus, da im deutschsprachigen Raum eine solche Behandlung 

ausschießlich bei Ehepaaren oder Paaren in eheähnlicher Lebensgemeinschaft 

durchgeführt werden darf.

Besondere Erwähnung sollten hier noch Patientinnen mit einem Mammakar

zinom finden. Aufgrund der häufig hormonsensiblen Tumore wird eine ovarielle 

Stimulation nicht selten als kontraindiziert angesehen. Dem entgegen kann 

jedoch mit den optimierten Stimulationsprotokollen unter Einsatz von Aromata-

sehemmern, z.B. Letrozol, die Östrogenkonzentration während der Stimulation 

gering gehalten werden [28]. Nebenwirkungen wie ein ovarielles Überstimulati-

onssyndrom treten – vor allem bei der Ovulationsauslösung mit GnRH-Agonisten 

– so gut wie nie auf. Eine Substitution der Lutealphase ist nicht notwendig. 

3.4	Kryokonservierung von reifen Oozyten
Besteht keine feste Partnerschaft, kann auch eine Kryokonservierung von unbe-

fruchteten, reifen Metaphase-II-Oozyten angeboten werden. Jedoch sind reife Oo-

zyten im Gegensatz zu Embryonen anfälliger für Schädigungen durch den Einfrier- 

und/oder Auftauvorgang. Bis heute konnte keine erhöhte Komplikationsrate im 

Hinblick auf Fehlgeburten oder Fehlbildungen nach Kryokonservierung von reifen 

Oozyten festgestellt werden [29]. Ähnlich 

der Kryokonservierung von Embryonen 

ist für die Gewinnung der reifen Oozyten 

ebenfalls eine ovarielle Stimulation über 

10 bis 14 Tage notwendig. Für präpu-

bertäre Mädchen stellt diese Maßnahme 

keine Option dar, jedoch möglichweise für 

Mädchen in der Adoleszenz [26].

Zunehmend in den Fokus des Inte-

resses gerät die Kryokonservierung von Abb. 7   Reife Metaphase-II-Oozyte.
(eigenes Archiv)
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reifen Oozyten im Rahmen des Social Freezings. Hintergrund ist die Sicherung der 

Fertilität in jungem Alter, um so der physiologischen Abnahme des Follikelpools im 

Laufe der reproduktiven Phase entgegenzuwirken.

3.5	Kryokonservierung von Ovarialgewebe und Retransplantation
Die Kryokonservierung von Ovarialgewebe ist eine vielversprechende, wenn auch 

noch experimentelle Option der Fertilitätsprotektion für junge Krebspatientinnen. 

Diese Maßnahme erlaubt einen umgehenden Start der onkologischen Therapie 

und benötigt keine vorherige ovarielle Stimulation. Entgegen der Kryokonservie-

rung von Embryonen oder Oozyten ist die Kryokonservierung von Ovarialgewebe 

mit anschließender Retransplantation die einzige Möglichkeit für präpubertäre 

Mädchen und Frauen mit hoch aggressiven Tumoren, bei denen eine schnelle Initi-

ierung der Chemotherapie entscheidend ist [26].

Die Entfernung des Ovarialgewebes erfolgt mittels operativer Laparoskopie, 

meist in einem ambulanten Setting. Üblicherweise wird die Hälfte eines Ovars für 

die spätere Kryokonservierung entfernt (Abb. 8A). Ist von einer sicheren Schädi-

gung der Ovarialfunktion, wie beispielsweise nach pelviner Bestrahlung, auszuge-

hen, ist die Entfernung eines ganzen Ovars zu erwägen.

Der Ovarkortex enthält eine Vielzahl an Primordialfollikeln. Durch die Kryokon-

servierung dieser kortikalen Ovarstücke (Abb. 8B) gilt es, die ovarielle Reserve für 

die Patientin zu erhalten. Schäden durch den Einfrier- und/oder Auftauvorgang 

sind möglich, ihr Ausmaß scheint jedoch eher variabel zu sein.

Abb. 8   Kryokonservierung von Ovarialgewebe. 
A: Operative Laparoskopie mit Ovarteilresektion. 
B: Präparation des Gewebes für die Kryokonservierung.
(eigenes Archiv)
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Sollte nach Abschluss der onkologischen Therapie eine prämature Ovarial

insuffizienz vorliegen, besteht die Möglichkeit, eine Retransplantation des zuvor 

kryokonservierten Gewebes vorzunehmen. Dabei kann das Gewebe entweder or-

thotop an das Ovar oder in eine Peritonealtasche der Fossa ovarica transplantiert 

werden oder heterotop beispielsweise subkutan. Nach beiden Vorgehensweisen 

wurde von einer Hormonproduktion berichtet, wenngleich die Ooyztenreifung von 

einem bestimmten Umfeld („Ovarnische“) zu profitieren scheint. Bis heute sind 

weltweit 24 Lebendgeburten nach Retransplantation von Ovarialgewebe publi-

ziert. Bei allen Patientinnen wurde eine orthotope Retransplantation vorgenom-

men [30].

Ein Risiko dieser Maßnahme ist die Rückübertragung von Tumorzellen. Spe-

ziell betrifft dies systemische Erkrankungen wie Leukämie, aber auch Tumore mit 

dem Risiko der Ovarialmetastasierung wie Mammakarzinom und gastrointestina-

le Tumore [26]. In diesen Fällen kann die Kryokonservierung von Ovarialgewebe 

unter der Voraussetzung, dass in absehbarer Zeit In-vitro-Kulturverfahren für die 

Ex-vivo-Reifung der Follikel etabliert werden können, empfohlen werden.

 

3.6	 In-vitro-Maturation von Oozyten aus entnommenem Ovarkortex
An zunehmender Bedeutung gewinnt die In-vitro-Maturation (IVM) unreifer Oozy-

ten mit anschließender Kryokonservierung. Hierbei handelt es sich jedoch noch um 

eine rein experimentelle Methode, die in Kombination mit der Kryokonservierung 

von Ovarialgewebe und anderen Verfahren der Fertilitätsprotektion angeboten 

werden kann. Die unreifen Oozyten lösen sich bei der Präparation selbst aus dem 

ovariellen Kortex oder können, sofern Follikel sichtbar sind, aus dem Kortex abpunk-

tiert werden. Die Patientinnen benötigen für die IVM keine oder wenn nur eine 

milde ovarielle Stimulation und der Zeitraum zwischen Oozytengewinnung und 

Beginn der onkologischen Therapie ist mit 5 bis 7 Tagen wesentlich kürzer. Zudem 

stellt diese Methode der Fertilitätsprotektion eine der wenigen Möglichkeiten dar, 

die bei jungen Mädchen vor Eintritt der Menarche angeboten werden könnte.

Die Lebendgeburtenrate nach Kryokonservierung von in vitro maturierten un-

reifen Oozyten liegt unter der der Kryokonservierung von reifen Oozyten. Sie wird 

mit etwa der Hälfte der Lebendgeburtenrate nach klassischer IVF angegeben. 

Bisher konnten keine höheren Risiken für die Schwangerschaft und Kindesent-

wicklung nach IVM festgestellt werden [31].
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3.7	Kombination von fertilitätserhaltenden Maßnahmen
Aufgrund der Vielfalt an Grunderkrankungen, Prognosen und sozialen Faktoren, 

die in die Beratung mit einfließen, ist ein standardisiertes Vorgehen nicht umsetz-

bar. Es empfiehlt sich daher unter Berücksichtigung der individuellen Situation, 

eine Kombination der oben erwähnten Optionen zum Fertilitätserhalt einzuset-

zen, um eine höhere Effektivität zu erreichen.

Die Gabe von GnRH-Analoga lässt sich – außer bei hormonabhängigen Tumo-

ren – unproblematisch mit der Entnahme von Ovarialgewebe und der hormonellen 

Stimulation kombinieren. Sollte man eine hormonelle Stimulation und die Kryokon-

servierung von Ovarialgewebe planen, hat zunächst die Gewebeentnahme und im 

Anschluss die hormonelle Stimulation zu erfolgen, da andernfalls möglicherweise 

höhere Risiken für den operativen Eingriff bestehen.

Im Falle einer Ovarialgewebeentnahme zur anschließenden Kryokonservierung 

bietet sich die Kombination mit der In-vitro-Maturation von unreifen Oozyten an.

Eine Übersicht über die Kombinationsmöglichkeiten der Fertilitätsprotektion 

zeigt der folgende Algorithmus, wie er auch in Innsbruck angewendet wird (Abb. 9). 
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