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I. Zusammenfassung  
 
Unter adulter Neurogenese (AN) versteht man die Entstehung, Proliferation und Reifung neuer 

Neurone im erwachsenen Gehirn. Während das im menschlichen Gehirn vornehmlich im 

Hippocampus (HC) geschieht, besitzt das Gehirn von Vögeln eine höhere neuronale Plastizität 

und eine höhere Anzahl an Regionen, in denen neue Neurone entstehen können. Die 

Hippocampusformation (HF) von Vögeln spielt eine entscheidende Rolle für die Verarbeitung 

räumlicher Informationen und das Lernverhalten. Viele Studien haben bereits Faktoren, wie 

Alter, Lebens- und Umweltbedingungen oder Stress identifizieren können, die einen Einfluss 

auf die AN in der HF von Vögeln haben. In dieser Arbeit wurde der Einfluss verschiedener 

Trainingsarten und Haltungsbedingungen auf die adulte hippocampale Neurogenese (AHN) der 

Brieftaube (Columbia livia f.d.) untersucht. Hierfür wurden 29 Tauben mit Bromodeoxyuridine 

(BrdU) als Marker für neu entstandene Zellen, behandelt und in 3 Gruppen aufgeteilt. Die 

Boxtrainingsgruppe (BT) musste eine Lernexperiment in einer 

Skinnerbox/Konditionierungsbox absolvieren. Die Tiere der Freiflug-Trainingsgruppe (FT) 

hatten bereits zuvor an Taubenrennen teilgenommen und mussten im Rahmen der vorliegenden 

Arbeit verschiedene Flüge ausgehend von ihnen unbekannten Orten absolvieren. Verglichen 

wurden diese Daten mit einer Kontrollgruppe (KG). Diese erhielt kein Training, durfte jedoch 

den Schlag für mehrere Stunden am Tag für so genannten Freiflug verlassen. Neben BrdU 

wurde auch Doublecortin (DCX) als Marker für proliferierende Neurone, Neuronale Nuclei 

(NeuN) als Marker für reife Neurone, und S100-Calcium-bindende Protein (S100ß) 

beziehungsweise Glial fibrillary acidic protein (GFAP) als Marker für Gliazellen, genutzt. Es 

zeigte sich, dass Training bzw. Lernereignisse unabhängig von ihrer Art die Bildung neuer 

Neurone fördern. Des weiteren zeigten sich Hinweise auf eine funktionale Spezialisierung neu 

entstandener Neurone und der einzelnen Regionen. In der ventromedialen (Vm) und 

ventrolateralen (Vl), sowie der dorsalen dorsomedialen (DMd) Region ließen sich mehr reife 

neue Neurone in den Trainingsgruppen (BT und FT) als in der KG finden. Die KG wies eine 

höhere Anzahl unreifer neuer Neurone als die Trainingsgruppen auf, jedoch ließen sich hier 

mehr bereits in feste Netzwerke integrierte Neurone finden. Die FT wies mehr unreife Neurone 

als die BT auf, wobei die Anzahl noch wandernder (ovoidaler) Neurone, die Anzahl bereits 

integrierter (triangulärer) Neurone überstieg. Dies könnte Hinweise dafür geben, dass neuronale 

Flexibilität durch die Art der Neurone koordiniert und durch Training induziert wird. AHN 

scheint an der Pathogenese vieler neurodegenerativer Erkrankungen wie beispielsweise der 

amyotrophen Lateralsklerose (ALS), der Parkinson-Krankheit oder der Lewy-Body-Demenz 

beteiligt zu sein, woraus auch die Relevanz für die klinische Forschung heraus hervorgeht.  
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II. Abstract  

Adult neurogenesis (AN) involves the generation, proliferation, and maturation of new neurons 

in the brain over lifespan. In humans this process takes place almost exclusively in the 

hippocampus (HC). In contrast to this, the avian brain impresses with a higher neuronal 

plasticity and the formation of new neurons in several brain areas. Besides, the avian 

hippocampal formation (HF) plays a key role in processing spatial information and learning 

behavior. Many studies have already identified influencing factors on AN within the HF such 

as age and housing conditions, environmental conditions, and stress. In this project, we 

investigated the influence of different types of training on adult hippocampal neurogenesis 

(AHN) in the brain of homing pigeons (Columbia livia f.d.). We expected that training has a 

stimulating effect on AHN. To investigate this, 29 pigeons were treated with 

Bromodeoxyuridine (BrdU) and were divided in three different groups. The Boxtraininggroup 

(BT) had to absolve an orientation learning task in a standard operant chamber. The animals of 

the Freeflightgroup (FT) have already participated in pigeon races and received individual flight 

training with several releases from unknown places. The results have been compared to a 

control group (CG) that did not receive any training but was allowed to fly around its loft. In 

addition to BrdU, doublecortin (DCX), as a marker for proliferating neurons, neuronal nuclei 

(NeuN), as a marker for mature neurons, and S100 calcium-binding protein (S100ß) or glial 

fibrillary acidic protein (GFAP), as a marker for glial cells, were also used. It was shown that 

training (independent of its type) stimulates the formation of new neurons. Furthermore, the 

results indicate a functional specialization of the type of the new neurons and the different 

regions. In the ventromedial (Vm), ventrolateral (Vl) and the dorsal dorsomedial region (DMd), 

both training groups showed significantly more new mature neurons than the CG. The CG 

showed the highest number of proliferating neurons, with more neurons that were already 

integrated in cell networks compared to still migrating neurons. The FT group showed 

significantly more proliferating neurons compared to pigeons of the BT, with more new still 

migrating neurons than neurons that were already integrated in cell networks. This could 

provide evidence that neuronal flexibility is coordinated by the type of neurons und induced by 

training. The relevance of this research topic also plays a role in clinical research. AHN appears 

to be involved in the pathogenesis of many neurodegenerative diseases such as amyotrophic 

lateral sclerosis (ALS), Parkinson's disease or Lewy body dementia.  
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III. Abkürzungsverzeichnis 
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1. Einleitung 
 
1.1 Adulte Neurogenese  
Unter adulter Neurogenese (AN) versteht man die Bildung neuer Neurone im 

Erwachsenenalter. Lange Zeit wurde die Neurogenese lediglich als Teil der embryonalen 

Entwicklung verstanden, die im adulten Gehirn nicht mehr stattfindet. Zentrale Unterschiede 

zwischen der embryonalen Neurogenese und der AN sind in diesem Zusammenhang sowohl 

das generelle Ausmaß der Neurogenese als auch die Art der neu entstehenden Zellen und die 

Orte, in denen diese abläuft (Barnea und Pravosudov, 2011). Im Jahr 1962 konnte Altman 

diesen Prozess erstmals postnatal bei Ratten nach induzierter Hirnverletzung durch 

intrakranielle Injektion von H3-Thymin beobachten (Altmann, 1962). Eine weitere Studie 

rückte dann auch den Hippocampus (HC) als zentrales Element dieses Prozesses in den Fokus 

der Forschung durch den Nachweis von ebenfalls mit H3-Thymidin markierten Körnerzellen im 

Gyrus dentatus (GD) und einer hohen Anzahl mitotisch aktiver Zellen periventrikulär bei 

jungen Ratten (Altman und Das, 1965). In den 80er Jahren wurde AN dann auch im 

Vogelgehirn beschrieben. Zunächst wurde dieser Prozess in der ventrikulären Zone (VZ) von 

Kanarienvögeln (Serinus canaria forma domestica) nachgewiesen, von wo aus sie ins 

Hyperstriatum ventrale pars caudale (HVc), dem Stimmkontrollkern, zu wandern scheinen und 

schließlich gelang auch der Nachweis neugeborener Neurone in der Hippocampusformation 

(HF) der Schwarzkopfmeise (Parus atricapillus) (Barnea und Nottebohm, 1996; Goldman und 

Nottebohm, 1983). Mit Hilfe der Markierung mit Bromdesoxyuridin (BrdU) konnte 1998 AN 

erstmals auch in postmortalem menschlichem Gewebe nachgewiesen werden (Eriksson et al., 

1998).  

In den letzten 60 Jahren sind viele neue Studien zu diesem Thema erschienen, die nach wie vor 

über Funktion und Relevanz der AN diskutieren. Mittlerweile konnte AN unter anderem im 

gesamten Vorderhirn der Taube nachgewiesen werden, wobei die höchste Rate an neu 

generierten Neurone in der HF gefolgt vom Hyperpallium zu finden ist (Mehlhorn et al., 2022). 

Aber auch in anderen Spezies vom Fisch bis hin zum Menschen konnte AN in unterschiedlich 

hohem Ausmaß beobachtet werden (Bonfanti, 2016; Eriksson et al., 1998; Kaslin et al., 2008; 

Lipp und Bonfanti, 2016; Zupanc, 2001).    

 

1.1.1 Proliferation  

Die AN umfasst insgesamt drei Phasen: die Proliferation, die anschließende Migration zum 

Zielort und schließlich die Differenzierung und Integration dieser neuen Zellen in die 
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bestehenden Schaltkreise (Barnea und Pravosudov, 2011). Alvarez-Buylla et al. beschreiben 

dabei zwei verschiedene Zelltypen in der periventrikulären Zone an der Ventrikeloberfläche: 

sich nicht teilende Zellen (Typ E) und sich teilende Vorläuferzellen (Typ B), die sich zu jungen 

Neurone weiterentwickeln (Typ A). Die Proliferation von neuralen Stammzellen (NSZ) zu 

proliferierenden Neuroblasten, zu postmitotischen unreifen Neurone und zu reifen integrierten 

Neurone kann dabei auf zwei unterschiedlichen Wegen erfolgen (Christian et al., 2014; 

Englund et al., 2005). Zum einen können aus radialen Glia-ähnlichen Zellen (RGZ), die den 

Transkriptionsfaktor Paired box protein 6 (Pax6) exprimieren, direkt den Transkriptionsfaktor 

Transcription factor protein 1 (Tbr1) exprimierende postmitotische Neurone an der 

Ventrikeloberfläche entstehen. Alternativ läuft dieser Prozess über eine Zwischenstufe 

intermediärer Zellen, die den Transkriptionsfaktor Transcription factor protein 2 (Tbr2) 

exprimieren und sehr empfindlich auf neurogene Stimuli mit Proliferation reagieren (Englund 

et al., 2005; Hodge et al., 2008).  

Diese multipotenten NSZ können neben Neurone aber vermutlich auch Astrozyten bilden 

(Bonaguidi et al., 2011). Die Proliferationsrate wird durch verschiedene Transkriptions- und 

Wachstumsfaktoren moduliert (Übersicht in Gonçalves et al., 2016). Dazu gehört, wie bereits 

beschrieben der Transkriptionsfaktor Pax6. Dieser kann über die kaskadenartige Freisetzung 

von Neurogenin 2 (Ngn2), Tbr2 und Neurogenic differentation (NeuroD) zur Freisetzung von 

Tbr1 führt (Hevner, 2016; Hodge et al., 2008). Tbr2 scheint zudem die Migration von Zellen 

im HC zu fördern (Nelson et al., 2020). Als Gegenspieler fungiert der Transkriptionsfaktor Sex 

determining region Y-box 2 (Sox2), der u.a. NeuroD und damit die neuronale Differenzierung 

hemmt. Somit trägt er entscheidend zum Selbsterneuerungspotential dieser Zellen bei und 

dessen Deletion führt zum vollständigen Verlust der AN u.a. durch den damit einhergehenden 

Verlust vom Protein Sonic hedgehog (Shh) auch bei erwachsenen Mäusen führt (Favaro et al., 

2009; Kuwabara et al., 2009; Schaefer et al., 2020). Einen proliferationsfördernden Effekt 

scheinen auch der Fibroblasten-Wachstumsfaktor 2 (FGF2) und der Insulinähnliche 

Wachstumsfaktor 1 (IGF1) zu haben (Aberg et al., 2000; Hsieh et al., 2004; Kang und Hébert, 

2015). Ebenso kann Mikroglia als Reaktion auf Entzündungsprozesse, körperliche Betätigung 

und Alterungsprozesse die Proliferationsraten verändern (Ekdahl et al., 2003; Gonçalves et al., 

2016; Vukovic et al., 2012).  

 

1.1.2 Migration 

Damit diese neu gebildeten Zellen auch zu dem Ort gelangen, an dem sie ihre Funktion erfüllen, 

können sie entweder radial oder tangential wandern. Die erste Art der Migration erfolgt dabei 

entlang ins Parenchym ragender, radial verlaufender Fortsätze von Gliazellen, während die 
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tangentiale Migration zunächst entlang der Ventrikelwände und anschließend ebenfalls entlang 

dieser radialen Gliafasern verläuft. Dabei wird die Geschwindigkeit der Migration von der 

Dichte der RGZ in der Zielregion bestimmt (Alvarez-Buylla et al., 1998; Barnea und 

Pravosudov, 2011; Doetsch und Scharff, 2001). Die Dendritenbildung der neuen Zellen wird 

dann vermutlich entscheidend durch glutamaterge Signale u.a. von Astrozyten gesteuert, wobei 

die Anpassung der strukturellen Eigenschaften z.B. bei Mäusen Monate dauern kann (Sultan et 

al., 2015; Zhao et al., 2006). Ohne diesen glutamatergen Input scheint die synaptische 

Integration neugeborener Zellen gestört zu sein und es kommt zum Zelltod (Tashiro et al., 

2007).  

 

1.1.3 Integration 

Schließlich erfolgt die Integration der neuen Neurone in die bestehenden Schaltkreise, wobei 

das Überleben der Neurone stark von den situativen Erfordernissen abhängig zu sein scheint, 

so dass in den einzelnen Hirnregionen eine Homöostase zwischen Absterben und 

Neuentstehung herrscht (Mehlhorn und Rehkämper, 2009, Barnea und Pravosudov, 2011; 

Scharff, 2000). Die Mehrzahl der neugeborenen Neurone überlebt allerdings nicht und so 

kommt es vor allem in den ersten vier Tagen nach ihrer Neubildung zur Apoptose, wobei die 

Mikroglia eine entscheidende Rolle beim Abtransport und damit bei der Zellhomöstase spielen 

(Sierra et al., 2010).  

 

1.1.4 Synaptogenese  

Die Dauer des gesamten Neurogeneseprozesses variiert in der Literatur je nach Spezies und 

angesteuerter Hirnregion. So dauert er beispielsweise bei Primaten länger als bei Nagetieren 

und wird von weiteren Regulatoren wie der γ-Aminobuttersäure (GABA)-Konzentration und 

auch dem Alter gesteuert (Brus et al., 2013; Ge et al., 2007; Kohler et al., 2011; Overstreet-

Wadiche et al., 2006). GABAA-Rezeptoren spielen eine besondere Rolle bei der Reifung und 

Synaptogenese von Neurone, indem sie durch Depolarisation die glutamaterge synaptische 

Integration fördern, die für eine Aktivierung der Synapsen u.a. als Reaktion auf eine neue 

Erfahrung oder eine angereicherte Umgebung erforderlich ist (Chancey et al., 2013; Christian 

et al., 2014). Dies zeigt sich vor allem in den frühen Phasen der neuronalen Reifung durch 

starken GABAergen Input (Ge et al., 2006; Laplagne et al., 2006). Darüber hinaus reagieren 

auch die RGZ auf die GABA-Expression von Parvalbumin-exprimierenden Interneurone (Song 

et al., 2012). Die Entwicklung von Synapsen neugeborener Neurone im adulten HC scheint 

dann analog zu der embryonalen Neurogenese im HC abzulaufen und dementsprechend 

zunächst langsame GABA-Signale, dann glutamaterge Signale und schließlich schnelle 
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GABA-Signale zu entwickeln (Christian et al., 2014). Des Weiteren erfolgt ein Wechsel der 

GABA-Wirkung von zunächst depolarisierend zu hyperpolarisierend nach dem Einbau der 

Kaliumkanäle Na-K-2Cl-Cotransporter (NKCC1) und Kalium-Chlorid-Cotransporter 2 

(KCC2), ebenfalls analog zur Entwicklung im fetalen Gehirn (Delpire, 2000; Ge et al., 2006). 

Unreife Neurone zeigen daher in der Regel eine höhere Erregbarkeit als reife Neurone 

(Christian et al., 2014; Ge et al., 2007; Schmidt-Hieber et al., 2004).  

 

1.2 Adulte Neurogenese in verschiedenen Spezies 
Die AN ist ein universeller Prozess, der in unterschiedlicher Ausprägung in nahezu allen 

Wirbeltieren nachgewiesen werden konnte (Cayre et al., 1996; Font et al., 2001; Gould et al., 

1999a, 1999b; Kempermann et al., 1997; Kornack und Rakic, 1999; Marcus et al., 1999; 

Polenov und Chetverukhin, 1993; Zupanc, 2001); Übersicht in Ferretti, 2011). Dabei 

unterscheiden sich die verschiedenen Spezies nicht nur in der Gesamtzahl der neu entstandenen 

Neurone, dem Altersverlauf und der Dauer der Neurogenese, sondern auch in der Anzahl und 

Lokalisation der neurogenen Zonen (Amrein et al., 2011; Bonfanti und Ponti, 2008; Doetsch 

und Scharff, 2001; Ferretti, 2011; Kaslin et al., 2008; Kohler et al., 2011; Kuhn et al., 1996; 

Meskenaite et al., 2016; Schmidt, 1997). Gemeinsam sind ihnen jedoch die ventrikelnahen 

Entstehungszonen der Neuroblasten, die bei Vögeln die VZ und bei Säugetieren die 

Subventrikuläre Zone (SVZ) ist (Alvarez-Buylla et al., 1998; García-Verdugo et al., 1998; 

Goldman und Nottebohm, 1983). Faktoren für diese Unterschiede könnten neben den 

Differenzen in Bezug auf das postembryonale Gehirnwachstum und den unterschiedlichen 

Anforderungen, die kurz- sowie langlebige Tiere erfüllen müssen, auch die funktionelle 

Relevanz sein, die sich aus einer unterschiedlich starken Beanspruchung verschiedener 

Hirnregionen in Abhängigkeit ihrer biologischen Voraussetzung ergibt (Amrein et al., 2011; 

Kaslin et al., 2008).  

 

1.2.1 Säugetiere 

Die Inzidenz und Lokalisation von AN bei Säugetieren ist deutlich geringer als bei anderen 

Spezies (Balthazart et al., 2008; Font et al., 2001; Kaslin et al., 2008; Melleu et al., 2013; 

Ngwenya et al., 2018; Zupanc, 2001). Bereits 1962 konnte Altman. AN in der Ratte als 

Reaktion auf eine induzierte Hirnschädigung nachweisen (Altman, 1962). Neue Neurone 

entstehen im Erwachsenenalter in der SVZ der Seitenventrikel und in der subgranulären Zone 

des GD (Alvarez-Buylla und Lim, 2004). Die Integration neugeborener Neurone konnte bei 

den meisten Säugetieren im HC und im Bulbus olfactorius (BO) nachgewiesen werden (Altman 

und Das, 1965; Amrein et al., 2007; Chawana et al., 2013; Eriksson et al., 1998; Gould et al., 
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1999b). Unterschiedliche Veränderungen der AHN-Rate als Reaktion auf verschiedene Stimuli 

entlang der anterior-posterioren Achse, geben Hinweise auf eine mögliche Funktionalisierung 

entlang dieser Achse (Amrein et al., 2015; Bekiari et al., 2015; Ho und Wang, 2010; Jinno, 

2011; Lowe et al., 2015). Die meisten Studien zu AN wurden an Nagetieren durchgeführt 

(Kempermann, 2012). Bei Primaten konnten ebenfalls unreife neue Neurone im HC 

nachgewiesen werden (Gould et al., 1999a). Makaken weisen auch im Neokortex neue Neurone 

auf, die vermutlich aus der SVZ stammen und über die Substantia alba in kortikale Regionen 

wandern (Gould et al., 1999b). Die Neuronebildung im Erwachsenenalter ist im Vergleich zum 

Prozess in Nagetieren etwa 10-mal geringer, scheint aber generell auch von bestimmten 

Faktoren wie z. B. dem Alter abzuhängen (Gould et al., 1999a; Kornack und Rakic, 1999).  

Menschen 

Auch im Hippocampus des Menschen findet AHN lebenslang statt (Eriksson et al., 1998; 

Kempermann, 2012; Knoth et al., 2010). Die Erforschung der AHN am Menschen stellt 

WissenschaftlerInnen vor besondere Herausforderungen. Für die meisten Untersuchungen ist 

die Anfertigung von Hirnschnitten und damit postmortales Gewebe erforderlich. Hierbei 

handelt es sich dann nicht um Proben von Menschen aus einem kontrollierten Setting, wie es 

bei Versuchstieren der Fall wäre, sondern um Menschen, die über Jahrzehnte verschiedene 

Lebensstile verfolgt haben. Fehlende Informationen über z. B. Drogenkonsum oder den 

Gesundheitszustand können Confounder sein, die zu nicht übertragbaren Ergebnissen führen 

(Le Maître et al., 2018; Moreno-Jiménez et al., 2021). Eine weitere Schwierigkeit stellt die 

fehlende Möglichkeit zur Validierung von Markern dar, da z.B. BrdU selbst, das bis heute als 

der Goldstandard für den Nachweis neugeborener Zellen gilt (siehe auch (Ishii und Bender, 

1978; Taupin, 2007), mutagen ist .  

1998 gelang erstmals der Nachweis von im Erwachsenenalter neugebildeten Neurone im GD 

und der SVZ beim Menschen (Eriksson et al., 1998). Dies gelang Eriksson et al. an 

postmortalem Hirngewebe von KrebspatientInnen im fortgeschrittenen Alter (57-72 Jahre), 

denen im Rahmen der diagnostischen Untersuchungen BrdU injiziert worden war (Eriksson et 

al., 1998). In weiteren Arbeiten wurde Hirngewebe von Menschen untersucht, die in Gebieten 

lebten, in denen bis 1963 noch Kernwaffen getestet wurden. Durch die Integration des Isotops 

14C konnte das Geburtsdatum von Neurone vor und nach 1963 klassifiziert werden, wobei sich 

keine Hinweise auf neu entstandene Neurone in den untersuchten neokortikalen Bereichen 

zeigten (Bhardwaj et al., 2006; Spalding et al., 2005). Mit der Verwendung von Doublecortin 

(DCX), nur im Gehirn vorkommendes Mikrotubuli-assoziiertes Protein, an postmortalem 

Hirngewebe, der Verwendung von Temporallappenbiopsien, die zu diagnostischen Zwecken 

von Epilepsiepatienten entnommen wurden oder auch durch Magnetresonanztomographie 
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(MRT)-gestützte Verfahren, die eine Möglichkeit zur Untersuchung von AHN in vivo geben, 

denen aber auch ausreichende Validierungsmöglichkeiten fehlen, wurden weitere 

Möglichkeiten entwickelt AHN beim Menschen nachzuweisen und weiter zu untersuchen  

(Blümcke et al., 2001; D’Alessio et al., 2015, 2010; Knoth et al., 2010; Liu et al., 2008; 

Manganas et al., 2007). In den letzten 25 Jahren wurden zahlreiche Studien veröffentlicht, die 

mit Hilfe dieser Methoden versucht haben, den Prozess der Neurogenese im adulten humanen 

Gehirn zu verstehen (Übersicht in Moreno-Jiménez et al., 2021). 

Insgesamt konnte die AHN beim Menschen in allen Altersgruppen und hier sowohl in gesunden 

als auch in neurologisch kranken Personen nachgewiesen werden (Boldrini et al., 2018; 

Moreno-Jiménez et al., 2019; Tobin et al., 2019). Die größten interindividuellen Unterschiede 

liegen in der Gesamtzahl der neugeborenen Neurone, wobei keine spezifische Verteilung 

entlang der anterior-posterioren Achse gefunden werden konnten. Jedoch liegt, analog zum 

Tiermodell, eine Abnahme der ruhenden Vorläuferzellen bei gleichbleibendem Volumen in den 

anterioren Teilen des GD im Alter vor (Bekiari et al., 2015; Boldrini et al., 2018; Jinno, 2011; 

Knoth et al., 2010; Lowe et al., 2015; Tobin et al., 2019). Die Reduktion von AHN scheint mit 

dem kognitiven Status zu korrelieren (Tobin et al., 2019).  

 

1.2.2 Fische, Amphibien und Reptilien 

Echte Knochenfische sind in der Lage, geschädigte Neurone zu ersetzen und somit 

kontinuierlich ihr Nervensystem zu regenerieren (Zupanc, 2001, 2008). Darüber hinaus 

besitzen sie multiple neurogene Zonen, inklusive des Rückenmarks und der Retina, wobei aber 

auch dies artspezifisch variiert (Anderson und Waxman, 1985; Ekström et al., 2001; 

Hernández-Núñez et al., 2021; Johns, 1977; Julian et al., 1998; Marcus et al., 1999). Die 

Lokalisation der AN bei Amphibien ist ebenfalls artspezifisch. Einige Arten zeigen ebenfalls 

die Fähigkeit zur lebenslangen Neurogenese in der Retina (Ferretti, 2011; Hitchcock et al., 

2004).  

Ebenso besitzen auch Reptilien eine hohe neuronale Regenerationsfähigkeit mit der Fähigkeit 

einer kontinuierlicher AN (Ling et al., 1997). Das Gehirnvolumen von Krokodilen nimmt mit 

dem Alter zu, was durch kontinuierliche Neurogenese im Erwachsenenalter erklärt werden 

könnte (Ngwenya et al., 2018). Die einzelnen Prozesse, die dabei ablaufen, ähneln denen im 

Säugetiergehirn, wie z. B. die Art der Migration und die hohe Dichte neuer Neurone in der 

ependymalen Schicht und in der Körnerzellschicht (Ling et al., 1997; Lopez-Garcia et al., 

1988). Andererseits ist, im Gegensatz zum Säugetier, eine weite Verteilung der unreifen neuen 

Neurone über das Telencephalon und ins Cerebellum beobachtbar, wobei die genaue 
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Lokalisation und die Überlebensraten der neuen Zellen auch artspezifisch variieren. (Marchioro 

et al., 2005; Ngwenya et al., 2018).  

 

1.2.3 Vögel 

AN wurde bisher in allen untersuchten Vogelarten nachgewiesen, sowohl Hühner (Gallus 

domesticus) als auch Zebrafinken (Taeniopygia) und Kanarienvögel (Serinus canaria forma 

domestica) zeigen eine ausgedehnte AN-Fähigkeit im gesamten Telencephalon mit Ausnahme 

einiger weniger Bereiche wie dem Entopallium auf (Balthazart et al., 2008; Boseret et al., 2007; 

Kim et al., 2009; Mezey et al., 2012; Nkomozepi et al., 2019). Die Forschung an Tauben bietet 

dabei optimale Untersuchungsbedingungen durch die guten Navigationsfähigkeiten, bei denen 

die HF eine zentrale Rolle spielt, und damit die einhergehende einfache Trainierbarkeit der 

Tiere für Aufgaben, die der Untersuchung der räumlichen Informationsverarbeitung dienen, 

zum anderen aber auch die leichte Zugänglichkeit der HF, die einen Eingriff ohne große 

Manipulation der umgebenen Strukturen erlaubt (Colombo und Broadbent, 2000; Herold et al., 

2015). Die hohe Frustrationsschwelle, die Fähigkeit lange auf eine Aufgabe fokussiert zu 

bleiben und die hohe Toleranz der menschlichen Untersucher gegenüber Tauben erleichtern 

das Training der Versuchstiere (Güntürkün et al., 2014). Darüber hinaus bietet die lange 

Lebenserwartung von Tauben eine größere Zeitspanne zu Untersuchungen, die ein 

zeitaufwändigeres Training benötigen (Güntürkün et al., 2014). 

Die VZ wird als Hauptbildungsort neuer Neurone betrachtet. (Alvarez-Buylla und Nottebohm, 

1988; Melleu et al., 2013). Die weiträumige Verteilung der neugeborenen Neurone und deren 

Migrationswege gehören zu den besonderen Merkmalen der AN im Vogelgehirn, die sich u.a. 

von der im Menschen unterscheiden. Dabei wandern die neuen Neurone in der Regel entlang 

des rostralen oder des lateralen Migrationsstrom und gelangen so von der VZ ins Parenchym 

(Melleu et al., 2013). Auf diese Weise verteilen und integrieren sie sich im gesamten 

Telencephalon, aber auch im BO, im Di- und Mesencephalon sowie im Cerebellum (Balthazart 

et al., 2008; Barnea und Pravosudov, 2011; Mazengenya et al., 2017; Melleu et al., 2013). 

Besonders viele neu gebildete Neurone befinden sich in den ventralen und dorsalen Polen der 

Seitenventrikel (Mazengenya et al., 2017). Wie sich die Anzahl der neuen Neurone allerdings 

im Verlauf von anterior nach posterior verhält, variiert in der Literatur (Mazengenya et al., 

2017, Mehlhorn et al., 2022). Darüber hinaus scheint die Verteilung entlang dieser Achse durch 

bestimmte Faktoren modulierbar zu sein, die im Verlauf noch weiter erläutert werden. Dies 

könnte auf unterschiedliche Funktionen spezifischer Areale der HF entlang des Verlaufs 

hinweisen (Herold et al., 2019; Hoshooley et al., 2007; Robertson et al., 2017) 
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1.3 Hippocampusformation der Taube  
 
1.3.1 Entwicklung  

Unter Amnioten, zu denen auch Vögel gehören, gibt es viele Homologien in der Entwicklung, 

Funktion und Struktur des HCs bei den Amnioten u.a. die dorsomediale Lage des HC bei fast 

allen Vertretern dieser Gruppe (Bingman et al., 2005; Colombo und Broadbent, 2000; Medina 

und Abellán, 2009; Striedter, 2016). Insbesondere der Vergleich zwischen aviärer HF und 

Säugetier HC ist ein häufig beschriebenes Thema in der Literatur (siehe Atoji et al., 2002; 

Benowitz und Karten, 1976; Bingman und Mench, 1990; Casini et al., 1986; Chen et al., 2013; 

Colombo und Broadbent, 2000; Hoshooley et al., 2007; Hough et al., 2002; Krayniak und 

Siegel, 1978; Krebs et al., 1991, 1989; Nair-Roberts et al., 2006; Sherry, 2011; Sherry et al., 

2017). Es lassen sich dabei im HC von Säugetieren und in der HF von Vögeln ähnliche 

Verschaltungen und Neuronetypen auffinden (Atoji und Wild, 2006; Casini et al., 1986; 

Colombo und Broadbent, 2000; Erichsen et al., 1991; Herold et al., 2014; Krebs et al., 1991; 

Sherry, 2011). Weitere Analogien lassen sich auch in dem Expressionsmuster verschiedener 

Neurotransmitter-Rezeptoren in den einzelnen Regionen nachweisen. Diese geben zudem 

Hinweise auf mögliche äquivalente Subspezifizierungen in den einzelnen 

Hippocampusregionen (Cremer et al., 2009; Herold et al., 2014; Kraemer et al., 1995; Zilles et 

al., 2000). Allerdings weisen die verschiedenen Säugetier- und Vogelspezies auch Unterschiede 

in der Struktur und den spezifischen Funktionen auf (Übersicht in z.B. Striedter, 2016).  

Im Vogelgehirn sowie im Säugetiergehirn ist der HC entwicklungsbiologisch aus dem medialen 

der vier Pallialderivaten entstanden (Jarvis et al., 2013; Medina und Abellán, 2009; N.C. 

Rattenborg und Martinez-Gonzalez, 2011; Rodríguez et al., 2002; Sherry, 2011). Im 

Reptiliengehirn entwickelte sich aus dieser Struktur der mediale Kortex, der als HC Äquivalent 

angesehen wird (Rodríguez et al., 2002). Aus dem dorsalen Pallialderivat entwickelte sich der 

Neocortex im Säugetiergehirn und das Hyperpallium im Vogelgehirn (Medina und Abellán, 

2009; Rattenborg und Martinez-Gonzalez, 2011). Aus dem lateralen und ventralen Teil des 

Palliums entstand im Laufe der Zeit der dorsale ventrikuläre Kamm, der sich im Vogelhirn 

wahrscheinlich weiter zum Meso- und Nidopallium weiterentwickelte (Medina und Abellán, 

2009; Rattenborg und Martinez-Gonzalez, 2011). Die Ausdehnung des Palliums erfolgte im 

Vogelgehirn wahrscheinlich zu Gunsten dieser Strukturen, während im Säugetiergehirn sich 

vor allem der dorsale Teil des Palliums zugunsten der Entwicklung assoziativer Netzwerke 

ausdehnte (siehe Abb.1, Aboitiz et al., 2003; Rattenborg und Martinez-Gonzalez, 2011).  
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Abb.1: Vergleich des anatomischen Aufbaus des Säugetier-Hippocampus und des Vogel-
Hippocampus 
Der Hippocampus (HC) der Ratte (Mitte) und des Affens (Macaca fascicularis) (links) beziehungsweise die 

Hippocampusformation (HF) der Taube (rechts) unterscheiden sich sowohl in der Position als auch im Aufbau. 

Auffallend ist sowohl die oberflächliche Lage der Hippocampusformation der Taube (rechts) als auch die 

gefaltete Struktur des Säugetier Hippocampus (links, Mitte). Die Abbildung ist modifiziert nach Colombo und 

Broadbent (Colombo und Broadbent, 2000). Die Genehmigung wurde freundlicherweise von Elsevier erteilt 

(Lizenznummer: 1488342-1). Die Abbildung (links) ist zudem modifiziert nach Cowen und Szabo, die 

Genehmigung wurde von John Wiley and Sons erteilt (Lizensnumer: 5890290129226) (Cowen und Szabo, 

1984).  

  

1.3.2 Aufbau  

Struktur  

Während im Ammonshorn und im GD von Säugetieren als auch im entorhinalen Cortex (EC) 

ist eine klare Schichtung des Kortex zu erkennen ist, kann im HF der Taube keine Laminierung 

nachgewiesen werden (Amaral et al., 2007; Atoji et al., 2002; Herold et al., 2014; Mercer und 

Thomson, 2017; Shanahan et al., 2013; Shepherd und Rowe, 2017; Witter et al., 1989). Darüber 

hinaus erlaubt die klare Zellstruktur im Säugetier HC eine genaue Abgrenzung zu den 
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extrahippocampalen Bereichen und zwischen den hippocampalen Strukturen selbst, so dass 

eine detaillierte Darstellung der einzelnen Regionen des HCs auch im 3D-Modell möglich ist 

(Amunts et al., 2005). Eine Ausnahme im Vogelgehirn bildet die ventrale Region, die eine 

zwei- bis dreischichtige lamellenartige Struktur aufweist (Herold et al., 2019). Ein Grund für 

diese unterschiedliche Ausprägung der kortikalen Schichtung könnte die bei Vögeln fehlende 

Expression von Cajal-Zellen im dorsalen Pallialderivat sein, welche vermutlich einen großen 

Einfluss auf die kortikale Laminierung im Säugetiergehirn haben (Bock et al., 2003; García-

Moreno et al., 2018; Hirota und Nakajima, 2017). 

Zelltypen  

Innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen werden sowohl unterschiedliche Rezeptoren 

exprimiert und es liegen auch unterschiedliche Zelltypen vor. Dies deutet auf eine mögliche 

funktionelle Differenzierung hin (Herold et al., 2014; Tömböl et al., 2000b). Im HC von 

Säugetieren sind die charakteristischen hippocampalen Zelltypen über den trisynaptischen 

Schaltkreis miteinander verbunden sind. Dieser besteht aus Körnerzellen im GD, die über den 

Tractus perforans vom EC erregt werden und deren Axone (Moosfasern) sich zum Cornu 

ammonis (CA) erstecken, um dort mit Pyramidenzellen synaptische Verbindungen einzugehen 

(Amaral et al., 2007; Amrein et al., 2015; Witter, 2007). In der Vogel HF lässt sich dieser 

hippocampale Schaltkreis nicht nachweisen (Atoji und Wild, 2004; Tömböl et al., 2000b). Auch 

Moosfasern scheinen in der HF von Vögeln nicht vorzukommen (Herold et al., 2014; 

Montagnese et al., 1993; Tömböl et al., 2000a). Nach Tömböl et al. (2000b) und Atoji und Wild 

(2004) finden sich in der HF der Taube pyramidale, pyramidal-ähnliche oder multipolare 

Projektionsneurone, ovoide oder multipolare Interneurone, sowie sternförmige Neurone (Atoji 

und Wild, 2004; Tömböl et al., 2000b). Jede Region scheint sich in der Zusammensetzung der 

vorkommenden Neuronetypen zu unterscheiden (Amrein et al., 2015; (Atoji und Wild, 2004; 

Bekiari et al., 2015; Boldrini et al., 2018; Hawley et al., 2012; Jinno, 2011; Kheirbek et al., 

2013; Knoth et al., 2010; Lowe et al., 2015; Moreno-Jiménez et al., 2019; Spalding et al., 2013; 

Tobin et al., 2019). Die Axone dieser Neurone bilden ein ausgedehntes Netzwerk von 

Verzweigungen über weite Distanzen in verschiedene Richtungen insbesondere zwischen der 

ventralen Region sowie den dorsomedialen (DM) und dorsolateralen Regionen (DL) der HF 

(Atoji et al., 2002; Atoji und Wild, 2004; Tömböl et al., 2000b).  

Eine solch starke Netzwerkbildung lässt sich im Säugetier HC nur in der CA1 und CA3 Region 

beobachten (Ropireddy et al., 2011; Striedter, 2016; Wittner et al., 2007).  
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Regionen  

Aufgrund der Zellstruktur und der fehlenden Laminierung, ist die genaue Einteilung der HF der 

Taube ein in der Literatur viel diskutiertes Thema, wobei insbesondere die Homologie der 

hippocampalen Regionen im Säugetiergehirn auf der HF der Taube nach wie vor Fragen 

aufwirft (Atoji und Wild, 2004, 2006; Bingman und Muzio, 2017; Herold et al., 2014, 2015, 

2019; Krebs et al., 1991). Bereits Karten & Hodos hatten die regionale Ausbreitung der HF 

mithilfe der Nissl-Färbung untersucht und in ihrem Atlas diese und die angrenzende APH 

markiert (Karten und Hodos, 1967). In einer späteren Studie schlugen dann Krebs et al. eine 

spezifischere Unterteilung in sieben Regionen mit Hilfe immunhistochemischer Markierungen 

vor (Krebs et al., 1991). Eine weitere Studie zur genaueren Definition einzelner hippocampaler 

Regionen erfolgte anhand des elektrophysiologischen Musters durch evozierte Feldpotenziale, 

wobei die HF hier in fünf Areale unterteilt wurde (Hough et al., 2002). In weiteren Studien, die 

mittels Tract tracing mit biotinyliertem Dextranamin, Choleratoxin B, Kainsäure und der 

Untersuchung der Rezeptorexpression durchgeführt wurden, wurde bei Tauben eine Einteilung 

in sieben Regionen vorgeschlagen (Atoji und Wild, 2004, 2006; Herold et al., 2014). In dieser 

Arbeit erfolgte die Einteilung der Regionen nach Herold et al. (2014), in der die HF in einen 

ventralen Teil, bestehend aus der ventromedialen Region (Vm), der ventrolateralen Region (Vl) 

und der triangulären Region (Tr), sowie einem dorsomedialen Teil bestehend aus der ventralen 

dorsomedialen Region (DMv) und der dorsalen dorsomedialen Region (DMd) und schließlich 

einem dorsolateralen Teil bestehend aus der ventralen dorsolateralen Region (DLv) und der 

dorsalen dorsolateralen Region (DLd) unterteilt wurde (Abb.2) (Herold et al., 2014). Andere 

Vogelarten scheinen eine geringere Anzahl an Subregionen zu haben, weisen aber oft eine 

ähnliche Rezeptorexpression und Verschaltung auf (Mayer et al., 2013; Montagnese et al., 

2004; Striedter, 2016).  
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Abb.2: Regionale Einteilung der Hippocampusformation der Taube entlang der anterior-
posterior Achse  
Die Hippocampusformation der Taube (Columba livia f.d.) kann in sieben Regionen eingeteilt werden. Zu diesen 

sieben Regionen zählen die ventromediale Region (Vm), die ventrolaterale Region (Vl), die trianguläre Region 

(Tr), die dorsale dorsomediale Region (DMd), die ventrale dorsomediale Region (DMv), die dorsale dorsolaterale 

Region (DLd) und die ventrale dorsolaterale Region (DLv). Die lokale Ausbreitung der einzelnen Regionen der 

Hippocampusformation verändert sich entlang des Verlaufs von anterior (Ebene A.9.50) nach posterior (Ebene 

A.4.25), wobei die anterior-posterior Achse hier nach Karten und Hodos eingeteilt wurde (Karten und Hodos, 

1967). Die Abbildung wurde modifiziert nach Herold et al. (Herold et al., 2014, 2019). Die Genehmigung wurde 

freundlicherweise von John Wiley und Sons (Lizenznummer: 5656461469512), sowie Elsevier erteilt.  

 

Konnektivität 
Die Stärke der Projektion der HF in das Septum variiert entlang der anterior-posterioren Achse, 

wobei die dorsale HF vor allem das postkomissurale Septum und die ventrale HF das rostrale 

Septum und den Nucleus des diagonalen Band von Broca (NDB) ansteuert (Herold et al., 2019). 

Projektionen vom Septum zurück in die HF erfolgen u.a. über den Tractus septopallio-

mesencephalicus in die DL- und DM Regionen (Herold et al., 2019). Weitere wichtige 

extrahippocampale Efferenzen sind zum einen die Projektion über verschiedene Anteile des 

Hyperpalliums und der CDL zum Nidopallium caudolaterale (NCL), das bei Tauben ähnliche 

Funktionen wie der präfrontale Kortex (PFC) bei Säugern übernimmt sowie zum Nucleus 

taenia der Amygdala, der u.a. olfaktorische Informationen verarbeitet (Casini et al., 1986; 

Güntürkün, 2005; Herold et al., 2011; Ikebuchi et al., 2013; Kröner und Güntürkün, 1999; 

Leutgeb et al., 1996; Patzke et al., 2011; Reiner und Karten, 1985). Dabei könnte das NCL eine 

entscheidende Rolle bei Funktionen wie der Navigation übernehmen, indem es verschiedene 

Informationen verarbeitet und für die Entscheidungsfindung zusammenführt (Mouritsen et al., 

2016). Die Verbindungen zum Nucleus taenia kommen aus den posterioren Anteilen der HF 

(Herold et al., 2018). ine Verbindung zur jeweils kontralateralen HF erfolgt über kommissurale 

Fasern, die im anterioren und posterioren Teil, insbesondere in den Regionen DLd und DMd, 

verlaufen (Atoji et al., 2002; Herold et al., 2019).  
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Kommissurale Verbindungen im HC unterscheiden sich zwischen den verschiedenen 

Säugetierspezies, wobei der menschliche HC im Gegensatz zu Nagetieren keine kommissuralen 

Fasern aufzuweisen scheint (Wilson et al., 1991). Eine analoge Zuordnung der einzelnen 

Regionen der aviären HF zum Säugertier HC scheint nicht eindeutig zu sein und wirft die Frage 

auf, ob dies überhaupt möglich ist oder ob sich aufgrund der individuellen Entwicklung dieser 

Tierklasse sich funktionell unterschiedliche, nicht vergleichbare Regionen herausgebildet 

haben (Kempermann, 2012; Treves et al., 2008). Ein Beispiel dafür ist die Diskussion über die 

Enstehung des GD im Säugetiergehirn. Neben der bereits beschriebenen Signalverarbeitung 

vom EC über die Körnerzellen im GD zu den Pyramidenzellen in CA3, scheint es auch eine 

monosynaptische direkte Verbindung des EC zu CA3 unter Umgehung des GD zu geben (Wu 

und Leung, 1998). Dies wirft die Möglichkeit auf, dass der GD erst im Laufe der Evolution 

entstanden ist, möglicherweise erst nach der Weiterentwicklung der Amnioten zu Säugetieren 

(Bingman und Muzio, 2017; Kempermann, 2012; Treves et al., 2008). Eine Studie von Tosches 

et al. argumentiert dagegen und zeigt Hinweise auf, dass Strukturen, die denen des GD und des 

Ammonshorn entsprechen könnten, bereits bei Amnioten Strukturen vorhanden waren 

(Tosches et al., 2018).  

 

1.3.3 Funktion 

Die Funktionen des HCs und HFs sind ebenso vielfältig wie breit diskutiert. So gibt es viele 

Hinweise auf eine zentrale Rolle dieser Struktur für die räumliche Orientierung und die 

Gedächtnisbildung, aber auch Funktionen wie das Sozialverhalten, Bildung assoziativer 

Netzwerke und die Anpassung an eine neue Umgebung scheinen vom HC/ der HF abhängig zu 

sein (Übersicht in Eichenbaum und Cohen, 2014). Speziesübergreifend scheint die AHN einige 

dieser hippocampalen Funktionen zu unterstützen (Drapeau et al., 2003; Kempermann et al., 

1997; van Praag et al., 1999). Andere Funktionen des HC/ der HF scheinen jedoch weniger 

oder nicht eindeutig durch die AHN gefördert zu werden (Groves et al., 2013; Saxe et al., 2006). 

Verhaltensbiologische Aspekte  

Verhaltenssteuerung 
Sowohl bei Säugetieren als auch bei Vögeln konnte gezeigt werden, dass der HC 

entscheidend die Verhaltenshemmung beeinflusst (Cameron und Glover, 2015; Colombo und 

Broadbent, 2000; White und Naeem, 2017). So werden bei HC-geschädigten Tieren 

Verhaltensauffälligkeiten wie Hyperaktivität und eine erhöhte Störanfälligkeit beobachtet 

(Colombo und Broadbent, 2000; Good und Honey, 1997). Die Rolle der AHN scheint dabei 

vielfältige verhaltenspsychologische Aspekte wie beispielsweise Suchtverhalten, 

Belohnungsverhalten und emotionale Kontrolle zu beeinflussen (Denoth-Lippuner und 
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Jessberger, 2021; Noonan et al., 2010; Seib et al., 2020). Ebenso konnte ein Zusammenhang 

der AHN mit der Ausübung von Exekutivfunktionen gefunden werden. Dabei scheint eine 

beschleunigte AHN insbesondere das Reversal learning zu fördern (FarioliVecchioli et al., 

2008, Zhang et al., 2008).  

Sozialverhalten 

Der HC scheint das Sozialverhalten maßgeblich zu beeinflussen und mit entsprechenden 

psychiatrischen Erkrankungen in Verbindung zu stehen (Übersicht in (Felix-Ortiz und Tye, 

2014)). Beispielsweise führte in einer Studie von Garrett et al. an Nagetieren eine reduzierte 

AN zu einer verminderten Fähigkeit zur sozialen Diskriminierung, die als ein Maß für das 

Kurzzeitgedächtnis im sozialen Kontext angesehen werden kann (Garrett et al., 2015).  

Angstverhalten 

Sowohl durch die Verbindung des Hypothalamus mit dem CA1 als auch durch die Verknüpfung 

des Gyrus cinguli mit dem ventralen HC beeinflusst der HC vermutlich auch die 

Angststeuerung bzw. die kontextbezogene Angstgeneralisierung, die insbesondere in der 

Pathogenese der Posttraumatischen Belastungsstörung eine Rolle spielt (Bian et al., 2019; 

Jimenez et al., 2018). Dabei konnte gezeigt werden, dass kontextbezogene Angsterinnerungen 

im PFC konsolidiert werden und anhaltende Signale aus dem HC erhalten (Lee et al., 2023). 

Die Studienlage zum Beitrag der AHN zur Angstkonditionierung ist uneindeutig (Cameron und 

Glover, 2015). Die AHN scheint aber wichtig für die HC-gesteuerten Funktionen zur 

Angstreduktion zu sein (Revest et al., 2009). Die AHN scheint dabei insbesondere bei 

Angstzuständen einen Beitrag zur Stressresilienz zu leisten (Anacker et al., 2018; Hill et al., 

2015; Snyder et al., 2011).  

Kognitionsverhalten 

Autoshaping 

Autoshaping ist ein Verfahren der operanten Konditionierung, bei dem ein wiederholter 

Stimulus mit einem Verhalten assoziiert wird, ohne dass dieses Verhalten für den Stimulus oder 

die Belohnung erforderlich ist. Das bekannteste Beispiel dafür bei Tauben stammt von Brown 

und Jenkins und zeigt, dass Tauben, die als Reaktion auf einen Lichtreiz Futter erhielten, ein 

bestimmtes Verhalten wie z. B. das Picken auf den Lichtreiz, mit dieser Futtergabe assoziieren, 

obwohl dies für den Erhalt des Futters nicht erforderlich war (Brown und Jenkins, 1968). Dieses 

Verhalten kann auch dann noch beobachtet werden, wenn die Futtergabe nach dem Picken 

ausbleibt oder das Picken sogar die Futtergabe verhindert (Williams und Williams, 1969). Das 

Autoshaping stellt somit den unbewussten oder bewussten Versuch des Organismus dar, eine 

Verknüpfung zwischen sich selbst und der Umwelt herzustellen. Eine Läsion des HC bei 
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Versuchstieren zeigt dabei ein langsameres Lernen und schlechteres Abschneiden beim 

Autoshaping (Good und Honey, 1991; Johnston et al., 2021; Reilly und Good, 1989; Richmond 

und Colombo, 2002). Möglicherweise hängt dies mit der bedeutenden Rolle des HC bei der 

Verarbeitung kontextbezogener Informationen zusammen (Good und Honey, 1991).  

Mustertrennung  

Unter Mustertrennung versteht man die Fähigkeit, zwischen ähnlichen Erfahrungen zu 

unterscheiden. Diese kognitiv hohe Funktion konnte in Studien u.a. auch bei Nagetieren 

beobachtet werden, z.B. bei Umweltveränderungen . Bereits minimale Veränderungen der 

Umwelt scheinen die Aktivität und Zellrekrutierung im HC von Nagetieren anzuregen (Leutgeb 

et al., 2007). Vögel haben ebenfalls eine ausgeprägte Fähigkeit zur Mustertrennung, die sie vor 

allem bei der Futtereinlagerung benötigen (Augusto-Oliveira et al., 2019). Sowohl bei 

Säugetieren als auch bei Vögeln spielt der HC hierbei offenbar eine entscheidende Rolle 

(Augusto-Oliveira et al., 2019; Duff et al., 2012; Guitar und Sherry, 2018; Sahay et al., 2011; 

Yassa und Stark, 2011). Im Säugetier-HC scheint insbesondere im GD sowie in CA3 die 

Verarbeitung ähnlicher Informationen stattzufinden (Hasselmo et al., 1995; Leutgeb et al., 

2007; Rolls, 2013; Yassa und Stark, 2011). Die Verteilung des Inputs vom EC auf eine große 

Anzahl Körnerzellen im GD spielt vermutlich die entscheidende Rolle bei der Mustertrennung 

(Jung und McNaughton, 1993; Yassa und Stark, 2011). HC-Läsionen sowie die Blockierung 

der AHN scheinen zu Beeinträchtigungen der Mustertrennung, insbesondere bei der 

Unterscheidung von Gegenständen mit geringen Abständen innerhalb eines Raumes zu führen 

(Myers und Scharfman, 2009; Yassa und Stark, 2011). Die AHN scheint dementsprechend den 

Prozess der Mustertrennung zu beeinflussen, wobei die genaue Rolle, die sie dabei einnimmt, 

noch nicht erforscht ist (Agis-Balboa und Fischer, 2014; Aimone et al., 2011; Clelland et al., 

2009; Guitar und Sherry, 2018; Sahay et al., 2011, 2011; Tronel et al., 2012; Yassa und Stark, 

2011). Andere Studien hingegen konnten keinen Einfluss der AHN auf die Mustertrennung 

feststellen (Groves et al., 2013; Swan et al., 2014; Whoolery et al., 2020). 

 

Gedächtnisbildung  

Dass der HC zur Gedächtnisbildung beiträgt, ist wohl unstrittig, dennoch bleibt die Frage, 

welche Rolle der HC dabei genau spielt, noch unbeantwortet. Sowohl die temporäre 

Speicherung von Informationen vor der langfristigen Speicherung im Kortex als auch die 

Möglichkeit, dass der HC selbst der Ort der langfristigen Speicherung ist, werden diskutiert 

(Kempermann, 2002; Nadel und Moscovitch, 1997; Riedel und Micheau, 2001; Squire et al., 

1992). Ereignisbezogene Erinnerungen scheinen HC-abhängig verarbeitet zu werden (Lisman 

et al., 2017; Riedel und Micheau, 2001). Das Speichern von Lerninhalten serieller sowie 
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kategorialer Ordnung scheint hingegen HC-unabhängig zu funktionieren (Ditz et al., 2018; 

Johnston et al., 2021). Eine Studie von Chowdhury et al. zeigte dabei eine besondere Rolle der 

Verbindung zwischen dem Locus caeruleus und dem dorsalen CA1 für die Verknüpfung von 

Erinnerungen ohne diese zu verändern (Chowdhury et al., 2022). Diese kontextabhängige 

Speicherung von Informationen reduziert somit das Auftreten von Erinnerungsüberlagerungen 

(Rangel et al., 2014; Saxe et al., 2006; Tronel et al., 2012). Kontextbezogene Erinnerungen 

könnten auch entlang der anterior-posterioren Achse unterschiedlich verarbeitet werden, so gibt 

es Hinweise, dass sich schnell ändernde Kontextinformationen bei Säugetieren im ventralen 

HC und sich langsam ändernde Kontextinformationen im dorsalen HC verarbeitet werden 

(Kazemi et al., 2022). Ebenfalls gibt es Hinweise darauf, dass kontextuelles Lernen per se, 

Emotionen und Angst eher im ventralen HC verarbeitet werden (Fanselow und Dong, 2010). 

Möglicherweise ist der linke HC stärker an diesem Prozess beteiligt als der rechte (Burgess 

2002).  

Räumliche Orientierung und Navigationsfähigkeit 

Bereits 1978 wurde die Hypothese aufgestellt, dass der HC räumliche Informationen in eine 

Karte übersetzt (O’Keefe et al., 1978). Basierend auf dieser Grundlage schlagen Lisman et al. 

vor, dass der HC dabei räumliche und zeitliche Informationen in eine Karte integriert, die die 

erlebte Umgebung repräsentiert (Lisman et al., 2017). Dabei ist das Verbinden einzelner 

Landmarken zu einer entsprechenden Karte ein wichtiger Bestandteil der Navigationsfähigkeit 

(Lisman et al., 2017). Die Navigationsaufgaben selbst können in verschiedene Level unterteilt 

werden, die ein unterschiedlichem Maß an Beteiligung durch den HC erfordern (Eichenbaum, 

2017; Frost und Mouritsen, 2006; Mouritsen et al., 2016). Dabei werden einfache Aufgaben, 

wie das Erkennen von bekannten Landmarken, sowie das Finden einer Route in bereits 

bekannter Umgebung bis hin zur anspruchsvollen Aufgabe des Findens einer Route in neuer 

Umgebung unterschieden (Eichenbaum, 2017).  

Räumliche Orientierung und Navigationsfähigkeit der Säugetiere  

In experimentellen Designs, die die Orientierung und Navigation bei Säugetieren untersuchten, 

benötigten Nagetiere mehr Zeit, um die Aufgaben zu lösen, nachdem der HC läsioniert wurde 

(Garthe et al., 2009; Janis et al., 1994). Bei gezielter Läsion hippocampaler Strukturen führte 

die Läsion des GD zu starken Defiziten in der räumlichen Orientierung, während eine CA1 

Läsion eher die Verarbeitung zeitlicher Informationen beeinträchtigte (Gilbert et al., 2001). Für 

Nagetiere wurde 1984 von Morris et al. ein bis heute verwendetes experimentelles Design, das 

Morris-Wasserlabyrinth, entwickelt, das es erlaubt, das Orientierungs- und 

Navigationsverhalten von Ratten oder Mäusen genauer zu beobachten (Morris, 1984). Hier 
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zeigten sich Einbußen in der Schnelligkeit und Zielsicherheit bei HC-läsionierten Tieren 

(Morris et al., 1982; Sutherland et al., 1982). Die Blockierung der AHN scheint vor allem die 

Fähigkeit zu stören, Stimuli mit geringem räumlichem Abstand zu verarbeiten (Clelland et al., 

2009). Der HC spielt vermutlich auch eine wichtige Rolle für die Navigationsfähigkeit von 

Menschen, wobei die beiden Hippocampushälften ähnlich wie in der Vogel-HF 

unterschiedliche Teilfunktionen übernehmen (Feigenbaum et al., 1996; Maguire et al., 1997; 

Siegel et al., 2006).  

Räumliche Orientierung und Navigationsfähigkeit der Taube  

Die Rolle des HC scheint eine ähnliche Rolle für die räumliche Wahrnehmung bei Vögeln und 

Säugetieren zu haben (Bingman et al., 2005; Colombo und Broadbent, 2000). Nicht nur 

Zugvögel, die zum Teil besonders weite Strecken auf ihren saisonalen Wanderungen 

zurücklegen, sondern auch Tauben zeigen eine stark ausgeprägte Navigationsfähigkeit, die 

ihnen die Rückkehr zum Schlag ermöglicht (Cnotka et al., 2008; de Morais Magalhães et al., 

2017). Die neurobiologischen Veränderungen im Gehirn von Tauben durch 

Navigationserfahrung könnten somit neue Erkenntnisse zu diesem Thema liefern und als 

Modell zur Untersuchung der Prozesse der räumlichen Orientierung möglicherweise auch auf 

andere Spezies übertragbar sein (Mehlhorn et al., 2010).  

Tauben haben zwei verschiedene Möglichkeiten, sich zu orientieren. Zum einen können HF-

unabhängige Verfahren in Form der Orientierung an der Sonne oder am Magnetfeld der Erde 

sowie der Geruchssinn genutzt werden (Bingman et al., 1996; Gagliardo et al., 1999; Ioalè et 

al., 2000, 1990; Mouritsen et al., 2004; Patzke et al., 2010; Schmidt-Koenig et al., 1991; 

Walcott und Green, 1974; Wiltschko und Wiltschko, 2002).Insbesondere für den 

Sonnenkompass ist dabei der zirkadiane Rhythmus wichtig (Mehlhorn et al., 2010). Zum 

anderen kann das HF-abhängige Erstellen einer Navigationskarte anhand von Landmarken 

genutzt werden, um den Weg zurück zu finden (Bingman et al., 2005, 1996; Bingman und 

Mench, 1990; Biro et al., 2004; Gagliardo et al., 2009, 2001, 1999; Guilford und Biro, 2014; 

Ioalè et al., 2000; Lipp et al., 2004; Mora et al., 2012; Strasser et al., 1998). Diese kartenähnliche 

Darstellung weist dabei große Ähnlichkeiten mit dem von O`Keefe und Nadel vorgestellten 

Konzept für Säugetieren auf (Gagliardo et al., 2021; O’Keefe et al., 1978). Das Speichern von 

Navigationskarten in der HF scheint zudem in beiden Gehirnhälften unterschiedlich 

abzulaufen, so dass in Läsionsstudien vor allem die linke HF für das Erlernen der Karten und 

die rechte HF eher für die lokale Navigation anhand von Landmarken notwendig ist (Bingman 

et al., 2006, 2005; Gagliardo et al., 2005, 2001). Diese verstärkten Orientierungsfähigkeiten 

sind bei Zugvögeln, bei Brieftauben, Vögeln, die Nahrung einlagern, genauso wie bei Vögeln 
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mit Wandererfahrung mit einer Volumenzunahme der HF verbunden (Clayton und Krebs, 

1994; Cnotka et al., 2008; Healy et al., 1996; Krebs et al., 1989; Sherry et al., 1992). Die 

Ablation der HF bei Tauben führt aber nicht nur zu Störungen beim Erlernen von 

Navigationskarten, sondern beeinträchtigt nach einer Studie von Bingman et al. auch retrograd 

die bereits erlernten Karten, wobei dieser Effekt in einer anderen Studie von Gagliardo et al. 

nicht beobachtet werden konnte (Bingman et al., 1987; Gagliardo et al., 2004). Zudem 

brauchten die HF-läsionierten Tauben länger, um zum Schlag zurück zu finden, da sie Umwege 

flogen (Bingman et al., 1988; Bingman und Mench, 1990). In einer neueren Studie von 

Gagliardo et al. fanden nur etwa die Hälfte der HF-läsionierten Tauben zum Schlag zurück 

(Gagliardo et al., 2021). Darüber hinaus zeigten HF-läsionierte Tauben eine verminderte 

Reaktion auf unbekannte Umweltreize, die zum Erstellen einer solchen Karte notwendig sind 

(Gagliardo et al., 2014).  

In der Regel erfolgt die Navigation mit Hilfe der beiden beschriebenen Verfahren, wobei 

Informationen aus der Sonnenorientierung und Gerüchen durch die HF in die 

Navigationskarten integriert werden (Bingman und Jones, 1994). So erfolgt bei der Freilassung 

von einem unbekannten Ort die Orientierung primär anhand des Sonnenkompasses und bei 

Bewölkung des Magnetkompasses und zusätzlich mithilfe des Geruchssystems die weitere 

Orientierung während des Fluges und schließlich die Orientierung in bekannter Umgebung in 

der Nähe des Taubenschlags (Mehlhorn und Rehkämper, 2009). So zeigen Tauben, deren 

Geruchsnerv durchtrennt wurde, eine verminderte Fähigkeit, zum Schlag zurückzukehren, 

wenn sie aus einer unbekannten Umgebung starten, aber nicht, wenn der Start aus einer 

bekannten Umgebung erfolgt (Benvenuti et al., 1973). Die Orientierung in unbekannter 

Umgebung während des Fluges scheint ebenso mithilfe des Geruchssystems und der 

Orientierung am Magnetfeld der Erde zu geschehen (Able und Able, 1996; Wallraff, 2005). 

Die Orientierung in der bekannten Umgebung erfolgt dann primär anhand von Landmarken 

(Biro et al., 2007; Gagliardo et al., 2007).  

Die genauen Mechanismen, insbesondere die mögliche Rolle von Platzzellen für die räumliche 

Orientierung und Navigation von Vögeln, werden noch diskutiert (Guigueno, 2023). 

Platzzellen sind Zellen im Säugetier-HC, die elektrophysiologische Signale senden, sobald sich 

das Tier an einem bestimmten Ort befindet, wobei die Feuerungsrate abnimmt, je weiter sich 

das Tier vom Ortszentrum entfernt (Muller und Kubie, 1987; O’Keefe und Burgess, 1996; 

O’Keefe und Dostrovsky, 1971). In der Vogel-HF scheinen Platzzellen in dieser Art nicht 

vorzukommen (Ben-Yishay et al., 2021; Sherry et al., 2017). Allerdings könnten einige 

Vogelarten vergleichbare Zellen in der HF aufweisen, die sich von den klassischen Platzzellen 

bei Nagetieren unterscheiden (diskutiert in (Ben-Tov und Gutfreund, 2022). Payne et al. fanden 
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ähnlich funktionierende Zellen in den ventralen Teilen des HF von Zebrafinken und 

Grauhäubchenmeisen (Lophophanes dichrous) (Payne et al., 2021). Auch Agarwal et al. 

konnten spezifische Ortszellen in der anterioren HF von Schleiereulen nachweisen (Agarwal et 

al., 2023).  

Zusammenfassend scheinen Tauben eine Reihe verschiedener Mechanismen zu nutzen, um sich 

sowohl in bekannten als auch in unbekannten Umgebungen zu orientieren (Mehlhorn und 

Rehkämper, 2009; Walcott, 2005). Ein weiterer Faktor, der die Navigationsfähigkeit von 

Tauben beeinflusst, ist die soziale Konstellation, in der sich die Tauben bewegen. So zeigen 

Tauben, die in Gruppen oder mit einem Partner des anderen Geschlechts fliegen, ein 

effizienteres Heimfinde Verhalten als Tauben, die alleine oder in anderen 

Gruppenkonstellationen fliegen (Mehlhorn und Rehkaemper, 2016).  

 

1.4 Einflüsse auf die adulte Neurogenese  
Die Bildung neuer Neurone im Erwachsenenalter variiert nicht nur zwischen verschiedenen 

Spezies, sondern auch innerhalb derselben Spezies als Reaktion auf bestimmte Faktoren. Neben 

Faktoren, die sich auf den allgemeinen Prozess der Neurogenese beziehen, gibt es auch 

Faktoren, die insbesondere die AHN beeinflussen. Neben den im Folgenden aufgeführten 

Einflüssen scheinen aber auch genetische und individuelle Unterschiede die AN bzw. AHN 

positiv oder negativ zu modulieren (Übersicht in Denoth-Lippuner und Jessberger, 2021). 

 

1.4.1 Alter  

Im HC von Säugetieren ist das Alter der wichtigste Regulator der Rate der AN(Amrein et al., 

2011; Gould et al., 1999a; Johnson et al., 2010; Lipp und Bonfanti, 2016; Villeda et al., 2011). 

Im menschlichen Gehirn nimmt die Rate der AN vor allem im ventralen Teil des HCs in der 

zweiten Lebenshälfte stark ab (Boldrini et al., 2018; Knoth et al., 2010; Moreno-Jiménez et al., 

2019; Spalding et al., 2013). Dabei zeigt sich vor allem ein Rückgang ruhender NSZ und der 

Neuroplastizität (Boldrini et al., 2018). Auch im Gehirn von Nagetieren wurde eine 

altersabhängige Abnahme der AHN im GD beschrieben (Altman und Das, 1965; Kuhn et al., 

1996; Rao et al., 2006). Dabei scheinen die Anzahl unreifer Neurone und NSZ sowie das 

Dendritenwachstum bei gleichbleibender neuronaler Differenzierung im Verlauf der juvenilen 

Neurogenese zur AN stark abzunehmen, wobei es große Unterschiede bezüglich des Zeitpunkts 

und des Ausmaßes dieser Einbußen gibt (Amrein et al., 2004; Rao et al., 2006).  

Die AHN im Vogelhirn scheint bis ins hohe Alter ein kontinuierlicher Prozess mit geringer 

Abnahme insbesondere in der Tr-Region der HF und damit vermutlich fortlaufender 

funktioneller Bedeutung zu sein (Barnea und Pravosudov, 2011; Ling et al., 1997; Melleu et 
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al., 2013; Meskenaite et al., 2016). Im BO ist hingegen eine stärkere Reduzierung der AN im 

Alter zu beobachten (Meskenaite et al., 2016).  

  

1.4.2 Stress  

Neben dem Alter ist Stress durch die Ausschüttung des Stresshormons Cortisol bzw. 

Corticosteron ein bedeutender Faktor für die Reduktion der AHN im Säugetier- und 

Vogelgehirn und kann bei Verringerung des Serumlevels z.B. durch Adrenalektomie zur 

Erhöhung der AHN Rate führen (Cameron und Gould, 1994; Hawley et al., 2012; Mirescu und 

Gould, 2006; Pham et al., 2005; Robertson et al., 2017; Schoenfeld und Gould, 2012; Smulders, 

2017a; Tanapat et al., 2001). In Pyramidalneurone in CA3 konnte ein stressbedingter 

Dendritenrückgang beobachtet werden (Schoenfeld et al., 2017). Diese Reaktion auf Stress 

zeigt sich insbesondere im ventralen Teil des HC bzw. der HF (Hawley et al., 2012; Kheirbek 

et al., 2013; Robertson et al., 2017). Eine mögliche Erklärung für die Verringerung der AHN 

im Alter könnte die altersbedingte physiologische Erhöhung des Serumcortisonspiegels sein 

(Gould und Gross, 2002; Sapolsky, 1992).  

Einen weiteren Einflussfaktor auf die Wechselwirkungen zwischen Stress und AHN im 

Vogelgehirn scheint zudem die individuelle Bewertung und Bewältigung von Stresssituationen 

darzustellen (Armstrong et al., 2022, 2020). Zudem konnte auch beobachtet werden, dass die 

Stressresilienz durch die Inhibierung der AHN im ventralen HC erhöht wird (Anacker et al., 

2018). Auch eine pharmakologische Intervention durch Antidepressiva oder ähnliche 

Substanzen wie Ketamin scheint die AHN in Säugetieren zu erhöhen, wobei dieser Effekt 

vermehrt im ventralen Teil des HCs beobachtet werden konnte (Boldrini et al., 2012, 2009; 

Malberg et al., 2000; Santarelli et al., 2003; Yamada und Jinno, 2019).  

 

1.4.3 Stoffwechsel 

Die Auswirkungen metabolischer Veränderungen auf die AHN sind vielfältig. So kann die 

Hemmung der Fettsäuresynthase, welche auch in NSZ zu finden ist, zur Reduzierung der 

Neurogenese führen (Knobloch et al., 2013). Intermittierendes Fasten hingegen scheint einen 

stimulierenden Effekt auf die AHN zu haben (Baik et al., 2020). Darüber hinaus beeinflussen 

sowohl der Selen- als auch der Laktatspiegel die Rate der Neurogenese (Leiter et al., 2022; 

Wang et al., 2019). Die Erhöhung des Selenspiegels kann auf endogenem Weg durch 

Bewegung hervorgerufen werden, wobei Bewegung selbst auch als ein Faktor zur Anregung 

AN gilt (Hall et al., 2014; Ma et al., 2017; van Praag et al., 1999). So zeigt sich durch Bewegung 

eine Verbesserung bei kognitiven Aufgaben, für die der HC benötigt wird (Vivar et al., 2013). 

Verschiedene Wachstumsfaktoren, die eng mit der Entwicklung aber auch mit 
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Stoffwechselprozessen in Verbindung stehen, wie der epidermale Wachstumsfaktor EGF, der 

neuronale Wachstumsfaktor Brain derived neurotrophic factor BDNF, der 

Nervenwachstumsfaktor NGF, der Fibroblasten-Wachstumsfaktor 2 (FGF2), der vaskuläre 

endotheliale Wachstumsfaktor VEGF und der transformierende Wachstumsfaktor TGF 

scheinen einen fördernden Effekt auf die Rate der AHN zu haben (Aimone et al., 2014; 

Gonçalves et al., 2016; Vivar et al., 2013). 

 

1.4.4 Umweltbedingungen  

In Nagetieren konnte durch eine Anreicherung der Umwelt, z.B. Erhöhung der Stimuli im 

Käfig, eine Erhöhung der Rate der AHN herbeigeführt werden (Kempermann, 2002; 

Kempermann et al., 1998, 1997; Monteiro et al., 2014; Nilsson et al., 1999). Dieser Effekt 

konnte sogar bei Grillen und Flusskrebsen beobachtet (Sandeman und Sandeman, 2000; Scotto 

Lomassese et al., 2000) sowie bei Tauben nachgewiesen werden (Melleu et al., 2016). 

Umweltanreicherungen können zudem durch soziale Anreicherung oder 

Migrationserfahrungen erfolgen. Auch durch diese Einflüsse scheint die AHN positiv moduliert 

zu werden (LaDage et al., 2011; Lipkind et al., 2002).  

 

1.4.5 Saisonalität  

Die Umwelt wird zudem maßgeblich von den verschiedenen Jahreszeiten geprägt, die nicht nur 

die Umgebung, sondern auch die Lebensbedingungen saisonal beeinflussen.  

So stellt u.a. die sich saisonal verändernde Art der Nahrungssuche die verschiedenen Spezies 

vor Herausforderungen. Diese sich immer wieder verändernden Anforderungen spielen sich 

auch im HF von Vögeln wieder (Barnea und Nottebohm, 1994; Hoshooley et al., 2007; Krebs 

et al., 1989; Sherry und Hoshooley, 2009, 2010; Sherry und MacDougall-Shackleton, 2015, 

2015). Obwohl sich die Rate der AHN über das Jahr hinweg verändert, scheint die Gesamtzahl 

aufgrund der Aufrechterhaltung einer Homöostase, die möglicherweise durch die Anzahl der 

überlebenden Neurone gesteuert wird, konstant zu bleiben (Hoshooley et al., 2007). Bei 

Singvögeln stehen Veränderungen der AN im HVc im Vordergrund (Barnea und Nottebohm, 

1994; Brenowitz und Larson, 2015; Kirn et al., 1994, 1991; Nottebohm, 2005). Weitere sich 

saisonal verändernde Faktoren wie das Fortpflanzungsverhalten scheinen sich ebenfalls auf die 

AHN auszuwirken (Srivastava et al., 2012). Bei Säugetieren scheinen saisonale Veränderung 

einen anderen Einfluss zu haben. So konnten Lavenex et al. keine Veränderungen der AHN in 

Eichhörnchen im Jahresverlauf finden (Lavenex et al., 2000).  

Ein weiterer Aspekt ist der Einfluss der saisonalen Veränderung der sexuellen Aktivität auf die 

AN. Die funktionelle Bedeutung könnte hier in den größeren Aufzuchtchancen durch 
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verbesserte räumliche Orientierung liegen (Glasper und Gould, 2013; Gould und Gross, 2002; 

Kim et al., 2013; Ormerod und Galea, 2001; Tanapat et al., 2001). Dabei scheinen sich vor 

allem regelmäßige sexuelle Erfahrungen positiv auf das neuronale Wachstum auszuwirken und 

zudem Angstverhalten zu reduzieren (Leuner et al., 2010). Aber auch einmalige sexuelle 

Erfahrungen scheinen sich trotz des anfänglichen Cortisonanstieges positiv auf die Rate der 

AHN auszuwirken (Leuner et al., 2010). Schlafentzug und Entzündungsreaktionen scheinen 

dagegen einen inhibierenden Effekt auf die AHN zu haben (Ekdahl et al., 2003; Fernandes et 

al., 2015).  

 

1.4.6 Navigationserfahrung  

Kurutas konnte bereits einen positiven Einfluss auf die AN im Hyperpallium und Mesopallium 

der Taube als Folge von Lernerfahrungen nachweisen (Kurutas, 2023). Migrationserfahrungen 

und dementsprechend auch Navigationserfahrungen scheinen ebenfalls einen positiven Einfluss 

auf die AN in der aviären HF zu haben (Barkan et al., 2016; de Morais Magalhães et al., 2017; 

Healy et al., 1996; LaDage et al., 2011). Die Rolle des Hippocampus bei der Verarbeitung 

räumlicher Informationen und der Fähigkeit, zu bestimmten Zielen zu navigieren, sowie der 

Zusammenhang zur AHN wurden bereits in Kapitel 1.3.2. erläutert. Dieser Zusammenhang 

zeigt sich nicht nur in einer Verschlechterung der Navigationsfähigkeit bei Blockierung der 

AHN, sondern auch in Form einer Zunahme der AHN als Reaktion auf navigationsbasiertes 

Lernen (Ambrogini et al., 2000; Jessberger et al., 2009; Patel et al., 1997). 

 

1.5 Ziele der Arbeit  
Um die Auswirkungen räumlicher Erfahrungen und bestimmter Lernereignisse auf die AHN 

genauer zu untersuchen, wurde in dieser Studie ein spezielles experimentelles Design 

entwickelt, das es ermöglicht, den Einfluss unterschiedlicher Umwelteinflüsse und 

Lernbedingungen auf die AHN quantitativ zu erfassen und zu vergleichen. Zu diesem Zweck 

absolvierte die Freiflug-Trainingsgruppe (FT) ein individualisiertes Flugtraining in freier 

Umgebung und die Boxtrainingsgruppe (BT) eine Aufgabe zur räumlichen Orientierung in 

einer Skinner-Box, sprich im zweidimensionalen Raum. Zusätzlich wurden die Raten der AHN 

dieser beiden Gruppen mit einer Kontrollgruppe (KG) verglichen, die kein Training absolvieren 

muss, aber die Möglichkeit hatte, jederzeit den Schlag zu verlassen. Die Ergebnisse dieser KG 

wurden bereits in Herold et al. und Mehlhorn et al., 2022 veröffentlicht (Herold et al., 2019; 

Mehlhorn et al., 2022). Die Auswertung erfolgte sowohl in den einzelnen hippocampalen 

Regionen, als auch entlang der anterior-posterioren Achse und bietet somit Einblicke in eine 

mögliche Funktionalisierung der verschiedenen Anteile der HF, die auch einen Vergleich zum 
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Säugetier HC vereinfachen könnten Es erfolgte die Auszählung von adult geborenen neuen 

Neurone, adult geborenen neuen Gliazellen und migrierender und bereits in Schaltkreise 

integrierter unreifer Neurone, um zu untersuchen, ob verschiedene Umweltbedingungen die AN 

in der HF der Taube beeinflussen und wenn ja, in welchen Bereichen der HF sie dies tun.  
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2. Material und Methoden 
 
Um den Einfluss verschiedener Umweltbedingungen und Lernereignisse auf die AN zu 

erhalten, wurde ein spezielles Experimentaldesign erstellt, welches im Folgenden detaillierter 

beschrieben wird. Die Experimente wurde von Priv.-Doz. Dr. rer. nat. Julia Mehlhorn aus dem 

Institut für Anatomie I und von Priv.-Doz. Dr. rer. nat. Christina Herold aus dem Cécile & 

Oskar Vogt Institut für Hirnforschung (Life Science Center) durchgeführt. Die Perfusion, 

Anfertigung der Schnitte, die Einfärbung und das Einscannen erfolgte durch Priv.-Doz. Dr. rer. 

nat. Christina Herold, Priv.-Doz. Dr. rer. nat. Julia Mehlhorn, Nadine Dechering und Nicole 

Delhaes.  

 
2.1. Experimentaltiere 
Zwecks dieses Experimentes wurden Tauben (Columba livia f.d.) n=10 im universitätseigenen 

Taubenschlag der Heinrich-Heine-Universität Düsseldorf gezüchtet und gehalten. Die 

Tierhaltung ist artgerecht erfolgt und es ist ausreichend Wasser, Futter, Grit und Mineralien zur 

Verfügung gestellt worden. Die entsprechende Tierversuchsgenehmigung liegt unter dem 

Aktenzeichen 84-02.04.2014.A345 (Landesamt für Natur, Umwelt und Verbraucherschutz 

Nordrhein-Westfalen) vor. Für die nachfolgend beschriebenen Versuche ist eine Anzahl von 

zwölf Tieren pro Gruppe angestrebt worden. Letztendlich erfolgte die Auswertung in zwei 

Gruppen von jeweils zehn Tieren, da einige Tiere im Verlauf der Experimentalflüge oder durch 

die Möglichkeit des Freifluges nicht wieder zurück in den Schlag gekehrt sind. In beiden 

Gruppen war das Geschlechterverhältnis ausgeglichen. So bestand die BT aus vier Männchen, 

vier Weibchen und zwei Tieren mit unbekanntem Geschlecht. Das durchschnittliche Gewicht 

der Versuchstiere der BT lag bei 458g ± 37,950, wobei das durchschnittliche Gehirngewicht 

bei 2,151g ± 0,171 lag. Vor Trainingsbeginn wurde allen Tieren der Marker BrdU 

intramuskulär injiziert, um alle in diesem Training neu entstehenden Zellen zu markieren (siehe 

2.2.). Die Aufzucht und Haltung der BT erfolgten zusammen im Schlag (Maße 140 x 185 x 200 

cm), ohne eine Möglichkeit zum Freiflug. Die Tauben der FT wurden hingegen im Freiflug 

gehalten und konnten entsprechend ein bis zwei Stunden täglich den Taubenschlag (Maße 140 

x 185 x 200 cm) verlassen. Die Tiere hatten im Vorfeld bereits an mehreren 

Brieftaubenwettflügen von 25 bis 300 km Länge teilgenommen. Die zehn Tiere der FT wiesen, 

ebenfalls ein ausgeglichenes Geschlechterverhältnis auf, wobei in dieser Gruppe 6 Tiere als 

weiblich und 4 Tiere als männlich identifiziert werden konnten. Durchschnittlich betrug das 

Gesamtgewicht der Versuchstiere dieser Gruppe 483g ± 37,130 und das durchschnittliche 

Gewicht der Gehirne 2,121g ± 0,199. 
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2.1.1 Experimentaldesign der Box-Trainingsgruppe 

Die Tiere aus der BT durchliefen ein Verhaltensexperiment in einer sogenannten Skinner-Box 

aus Plexiglas (Maße 32 x 26 x 34 cm). Die erste Phase des Experimentes, das Shaping, diente 

dazu, die Tiere daran zu gewöhnen, ihr Futter aus einer Futterluke unterhalb eines in der 

Skinner-Box angebrachten Touchscreen-Bildschirm zu erhalten. Im Rahmen der zweiten Phase 

(Autoshaping), die bis zu vier Wochen andauern konnte, erfolgte die Konditionierung der Tiere 

auf einen Stimulus (weißes Quadrat), der auf dem Touchbildschirm in der Trainingsbox 

präsentiert wurde. Hierfür wurde die tägliche Futterration als Belohnung für das erfolgreiche 

Picken auf den Touchbildschirm aus der Luke ausgegeben. Den Tieren wurden verschiedene 

Kombinationen aus geometrischen unterschiedlich farbigen Symbolen (blaues Quadrat, grüner 

Kreis, gelber Stern, rotes Dreieck) an den Ecken eines grauen Rechtecks auf dem Touchscreen 

angezeigt. Zufällig wurde den Tieren dann eines der Symbole zugeteilt, an deren zugehörigen 

Rechteckseite nun auch das zuvor konditionierte weiße Quadrat präsentiert wurde. Im 

Anschluss wurden an allen Ecken weiße Quadrate angezeigt, wobei nur das Picken auf das 

richtige Quadrat mit Futter belohnt wurde. Die Anordnung der Symbole und damit auch der 

richtigen und falschen Quadrate wurde in der Testphase mehrfach verändert, um das Verhalten 

in Bezug auf das zweidimensionale Orientierungsverhalten zu untersuchen. Dieses Training 

wurde bereits von Mehlhorn und Rehkämper unter der Verwendung der gleichen Symbole 

genutzt (Mehlhorn und Rehkaemper, 2017). 

 

2.2.2 Experimentdesign der Freiflug-Trainingsgruppe 

Das Training fand in der freien Umgebung statt. Hierfür wurden die Tiere an 

12 aufeinanderfolgenden Tagen einzeln an einen ihnen zunächst unbekannten Ort aus allen vier 

Himmelsrichtungen im Umkreis von ca. 30 km Luftlinie (Köln Ossendorf, Wuppertal Barmen, 

Mönchengladbach Neuwerk und Duisburg Dellviertel) freigelassen und musste ihren Weg 

zurück zum Taubenschlag finden. Im Anschluss an dieses Training wurden die Tiere weitere 

acht Wochen im Freiflug gehalten, erhielten aber kein weiteres individuelles Training. In der 

12. Woche nach der BrdU Applikation erfolgten schließlich die Perfusion und Gehirnentnahme 

bei den Tieren. Um eine Relation zu einer untrainierten Population feststellen zu können, 

erfolgte in der Auswertung zudem der Vergleich mit Daten einer Kontrollgruppe (KG, n=9), 

welche kein spezielles Training erhielten und im Freiflug gehalten wurden. Die Auswertung 

und Daten dieser Gruppe waren bereits Bestandteil der Publikation von Herold et al. (2019) 

und Mehlhorn et al. (2022). 
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2.2. BrdU Applikation  
Um eine Quantifizierung der neugeborenen Neurone zu ermöglichen, erfolgte vor 

Versuchsbeginn an jedem Tier eine intramuskuläre Applikation von 50mg/kg Körpergewicht 

BrdU an drei aufeinanderfolgenden Tagen (Tabelle 1). Zwischen der Applikation und der 

Gehirnentnahme sollten dabei mindestens vier Wochen stehen, um eine ausreichende 

Zeitspanne zu gewährleisten, welche Neurone zur Reifung benötigen.  

 

Woche 1  2-4 5-9 10-12 

BT

 

 

 

 

BrdU-

Injektion 

Skinner-Box 

 

Perfusion 

    † 

FT 

 

individuelles 

Flugtraining 

Nur Freiflug Ø Training  Perfusion 

    † 

 

Tabelle 1: Zeitverlauf des Trainings und der Perfusion 
Die tabellarische Darstellung des Experimentdesigns zeigt in den Spalten den zeitlichen Ablauf des Versuchs in 

Wochen und in den Zeilen die verschiedenen Elemente des Versuchs jeweils für die BT und FT. Die BrdU-

Injektion erfolgte an drei aufeinander folgenden Tagen in Woche 1. Die Perfusionen erfolgten in den Wochen 

10-12 in der BT und in der FT vornehmlich in Woche 12.  

 

2.3. Perfusion 
2.3.1. Durchführung  

Die intrakardiale Perfusion der Tiere wurde nach vorangehender Narkotisierung durch 

Pentobarbital (70mg/100g Körpergewicht) durchgeführt. Hierzu erfolgte nach Freilegung des 

schlagenden Herzens zunächst die intrakardiale Applikation einer Natrium-Chlorid-Lösung 

(0,9%) mit Hilfe einer Perfusionspumpe, wodurch der Tod des Tieres eintrat. Anschließend 

erfolgte die Applikation des Fixativs. Im Anschluss konnten die Gehirne entnommen und in 

einem Postfixativ bei 4°C über Nacht gelagert werden. Am anschließenden Tag erfolgte dann 

der Transfer der Präparate in eine Saccharoselösung (30%) und eine Kryoprotektion für 

mindestens einen Tag. Daraufhin erfolgte die Einbettung in Isopentan. Die Gehirne wurden 

nach Abschluss der Prozedur bei -80°C gelagert.  
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2.3.2. Genutzte Puffer und Lösungen  

Die Herstellerangaben der verwendeten Produkte finden sich im Anhang (7.1) 

- BrdU 

- 0,9% isotonische Kochsalzlösung auf 40-50°C erwärmt  

- 10 mg/ml BrdU darin gelöst 

-  

- Pentobarbital  

- 70mg/100g Körpergewicht 

 

- Vorspüllösung für Perfusion 

- 9g NaCl  

- 1000ml Aqua dest. 

 

- 4% Paraformaldehydlösung (Fixativ) 

- 40g Paraformaldehyd  

- 800ml Aqua dest.  

- 10N Natronlauge (NaOH)  

- 200ml 0,6M PB-Puffer  

- pH-Einstellung durch konzentrierte Salzsäure (HCL) oder gesättigte 

Natronlauge (NaOH)  

- Auf 1000ml mit Aqua dest. Auffüllen 

 

- Postfixativ 

- 7,5g Saccharose  

- 50ml Fixativ  

 

- 30% Saccharoselösung 

- 15g Saccharose  

- 50ml 0,12M PB-Puffer  

 

- Isopentan  

- 2-Methylbutan  
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2.4. Anfertigung der Hirnschnitte 
2.4.1. Durchführung 

Um die Hirnschnitte herzustellen, wurden die Präparate auf einem Mikrotom mit Gefrieraufsatz 

fixiert und in einer Dicke von 40µm in koronarer Ebene geschnitten. Es sind zehn Schnittserien 

erstellt worden. Die Lagerung erfolgte frei flotierend in einer Sammellösung bei 4°C.  

2.4.2. Genutzte Geräte  

- Mikrotom (Leica SM 2000R, Deutschland) mit Gefrieraufsatz (Reichert Jung 

Frigomobil, Deutschland)  

 

2.5. Aufbereitung und Fluoreszenzfärbung der Hirnschnitte 
Zur Darstellung adult entstandener neuer Neurone erfolgte an zwei zufällig ausgewählten 

Schnittserien je eine Immunfluoreszenzfärbung. Die Markierung neu entstandener Zellen seit 

Experimentbeginn erfolgte durch BrdU (siehe 2.2.), neu geborene reife Neurone wurden 

mithilfe einer Doppelmarkierung von BrdU und Neuronale Nuclei (NeuN) identifiziert. 

Neugeborene Gliazellen wurde mithilfe einer Doppelmarkierung von BrdU und S100-Calcium-

bindendes Protein β (S100β) identifiziert. Die Darstellung unreifer Neurone erfolgte mithilfe 

einer DCX-Markierung. Die verwendeten Primärantikörper binden die entsprechenden 

Antigene auf den Hirnschnitten und die passenden Sekundärantikörper ermöglichen durch 

Bindung des Antigen-Antikörper-Komplexes eine Markierung, die mithilfe eines 

Fluoreszenzmikroskops sichtbar wird.  

 
2.5.1. Dreifachfärbung (BrdU-/S100β-/NeuN-Färbung)  

Antikörper Hersteller Wirt Aufbereitung  

BrdU AbD serotec OBT 0030 

(AbDSerotec,Großbritannien) 

Ratte - Unverdünnt 

- aliquots -20°C  

NeuN millipore MAB377 

Merck Millipore, USA  

 

Maus - 1:10 vorverdünnt 

mit 2% 

Rinderalbuminser

um 

- in 0,12M PBS 

Puffer pH 7,4 

- aliquots -20°C 

S100β abcam 52642 

Abcam, Großbritannien 

Kaninchen - aliquots -20°C 

Tabelle 2: Primärantikörper der Dreifachfärbung  
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Antikörper Hersteller Wirt Aufbereitung 

BrdU anti rat CY3 Millipore ap 183 c 

(Merck Millipore, USA) 

Ziege - 1:2 vorverdünnt mit 

Glycerol                                         

- aliquots -20°C 

NeuN anti mouse Alexa 647 dianova 715-

607-003  

(Dianova, Deutschland) 

Esel - 1:2 vorverdünnt mit 

Glycerol                                  

- aliquots -20°C 

S100β  anti rabbit Alexa488 dianova 111-

545-003  

(Dianova, Deutschland) 

Ziege - enthält bereits 50% 

Glycerol 

- aliquots -20°C 

Tabelle 3: Sekundärantikörper der Dreifachfärbung 
 

Nach der Extraktion der in der Sammellösung (siehe 2.5.3.) eingelegten Schnitte wurden diese 

zweimal in 0,12M PBS-Puffer für fünf Minuten gewaschen. Die anschließende 30-minütige 

Lagerung in Salzsäure bei 45 °C diente der Denaturierung der DNA-Struktur. Zur 

Neutralisierung des pH-Wertes wurden die Schnitte für zehn Minuten in 0,1 M Boratpuffer 

eingelegt und erneut für zehn Minuten in 0,12M PBS-Puffer gewaschen und für 60 Minuten 

mit PBST-Puffer bei Raumtemperatur geblockt. Nach dieser Vorbereitung erfolgte die 

Inkubation der Primärantikörper (Tabelle 2) in spezifischer Verdünnung bei 4°C über Nacht. 

Die Verdünnung erfolgte im Verhältnis 1:200 für den BrdU-Antikörper, 1:1000 für den NeuN-

Antikörper und 1:500 für den S100β-Antikörper. Am Folgetag wurden die Präparate dreimal 

für jeweils zehn Minuten mit 0,12M PBS-Puffer ausgewaschen und die Applikation der 

Sekundärantikörper (Tabelle 3) im Verhältnis 1:200 durchgeführt. Dafür wurden die 

Hirnschnitte nach dem Auftragen der Antiköpermixtur für zwei Stunden bei Raumtemperatur 

abgedunkelt gelagert. Jeder sich anschließende Arbeitsschritt erfolgte ebenfalls im 

abgedunkelten Raum. Die Antikörpermixtur der Sekundärantikörper wurde zunächst drei Mal 

für zehn Minuten mit 0,12M PBS-Puffer gewaschen und dann zwei Mal für fünf Minuten mit 

PB-Puffer gewaschen. Das Aufziehen der Schnitte auf Objektträger erfolgte mithilfe einer 

Mounting Solution (siehe 2.5.3.). In einer zu klappbaren Mappe wurden die Schnitte getrocknet, 

bis sie am Folgetag schließlich in destilliertes Wasser getaucht und mit Fluoromount G® 

eingedeckt wurden. Gelagert wurden die fertigen Schnitte bei 4°C im Kühlschrank.  
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2.5.2 Zweifachfärbung 

 
Antikörper Hersteller  Wirt Aufbereitung  

BrdU abcam ab6326 

(Abcam, Großbritannien) 

Ratte - Unverdünnt 

- aliquots -20°C  

DCX abcam ab 18723  

(Abcam, Großbritannien) 

Kaninchen - 1mg/ml 

Tabelle 4: Primärantikörper der Zweifachfärbung 
  

 

Antikörper Hersteller  Wirt Aufbereitung  

BrdU anti rat FITC Jackson 112-

095-062 

(Jackson ImmunoResearch, 

Großbritannien) 

Ziege - 1:2 vorverdünnt in 

Glycerol 

- aliquots -20°C 

 

DCX anti rabbit Cy3, Jackson 111-

165-003 

(Jackson ImmunoResearch, 

Großbritannien) 

Ziege 

Tabelle 5: Sekundärantikörper der Zweifachfärbung 

 

Auch hier erfolgte zunächst das Waschen mit 0,12M PBS-Puffer und die Denaturierung mittels 

Salzsäure, die Applikation des Boratpuffers und die erneuten Waschvorgänge mit 0,12M PBS-

Puffer. Allerdings folgte daraufhin ein Blocken der Mischung in 0,12M PBST-Puffer und 

dreiprozentigem Ziegenserum für 60 Minuten bei Raumtemperatur. Die Hirnschnitte wurden 

in einer Lösung aus den Primärantikörpern (Tabelle 4) im Verdünnungsverhältnis von 1:200 

für die Anti-BrdU Markierung, beziehungsweise 1:500 für die Anti-DCX-Markierung, sowie 

zehnprozentigem Ziegenserum über Nacht bei 4°C inkubiert. Nach dem Waschen in 0,12M 

PBS-Puffer für drei Mal zehn Minuten wurden die Sekundärantikörper (Tabelle 5) in der 

Verdünnung 1:200 aufgetragen und abgedunkelt für zwei Stunden im abgedunkelten Raum 

gelagert analog zum Vorgehen bei der Dreifachfärbung. Danach wurden die Hirnschnitte 

dreimal in 0,12M-PBST-Puffer für je zehn Minuten und anschließend für die gleiche 

Zeitspanne in 0,12M-PBS-Puffer gewaschen. Nach dem Waschen in PB-Puffer wurden die 

Schnitte ebenfalls mit der Mounting Solution auf Objektträger aufgezogen, in eine zu klappbare 
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Mappe gelegt, im Dunkeln getrocknet und anschließend mit Fluoromount G® eingedeckt. Die 

Aufbewahrung erfolgte ebenso bei 4°C abgedunkelt.  

 

2.5.3. Puffer und Lösungen  

Die Herstellerangaben der verwendeten Produkte finden sich im Anhang (7.1). 

- Puffersammellösung für Gefrierschnitte 

- 0,12M Natrium-Phosphat-Puffer (PB) 

- 0,1% Natriumazid (NaN3) 

 

- 0,12M PBS-Puffer  

- 87,09g Dikaliumhydrogenphosphat (K2HPO4) 

- 13,79g Natriumdihydrogenphosphat (NaH2PO4) 

- 45g Natriumchlorid (NaCl) (in 800ml Aqua dest.) 

- pH-Neutralisation durch konzentrierte Salzsäure (HCl) oder gesättigte 

Natronlauge (NaOH) 

- Auf 1000ml mit Aqua dest. auffüllen und mit Aqua dest. Im Verhältnis 1:5 

verdünnen 

 

- 0,12 M PB-Puffer 

- 87,09g Dikaliumhydrogenphosphat (K2HPO4) 

- 13,79g Natriumdihydrogenphosphat (NaH2PO4) 

- pH-Neutralisation durch konzentrierte Salzsäure (HCl) oder gesättigte 

Natronlauge (NaOH) 

- Auf 1000ml mit Aqua dest. auffüllen und mit Aqua dest. Im Verhältnis 1:5 

verdünnen 

 

- 0,12M PBST-Puffer 

- 0,12M PBS 

- 0,3% Triton-X 

- 3% Ziegenserum 

 

- 2N HCL 

- 834ml Aqua dest.  

- 166ml 37% Salzsäure (HCL (12N))  
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- 0,1 M Boratpuffer  

- 6,184g Borsäure (H3BO3)  

- 1000ml Aqua dest. 

- pH Einstellung auf 8,5: mit 10N Natronlauge (NaOH) (100g in 250ml Aqua 

dest.)  

 

- Verdünnungslösung für Primärantikörper 

- 100ml 0,12M PBS (pH 7,4) 

- 0,3ml Triton-X 

- 0,1g Natriumazid (NaN3)  

 

- Verdünnungslösung für Sekundärantikörper 

- 100ml 0,12M PBS (pH 7,4) 

- 0,3ml Triton-X  

 

- Mounting Solution 

- 1g Gelatine in 800ml Aqua dest. gelöst  

- 100 ml 0,12M PB-Puffer 

- 100ml 100% Ethanol  

 

- Fluoromount-G® (SouthernBiotech)  

 

2.6. Digitale Auswertung  
2.6.1. Durchführung  

Die aufbereiteten Schnitte wurden in 20-facher Vergrößerung eingescannt und digitalisiert. Im 

Anschluss erfolgte mit Hilfe des Programms Zen (blue edition) von Zeiss, Deutschland, die 

Auswertung. Zunächst wurden die Schnitte beider Färbungen den entsprechenden Atlasebenen 

nach Karten und Hodos der anterior-posterior Ebene A.3.75 bis A.10.00 zugeordnet (Karten 

und Hodos, 1967). Danach wurde die HF anhand der Zellstrukturen und Besonderheiten entlang 

des anterior-posterioren Verlaufes in die Regionen Vm, Vl, Tr, DMd, DMv, DLd und DLv nach 

Herold et al. (2014, 2019) eingeteilt (Abb.3) und die jeweilige Flächengröße bestimmt (Herold 

et al., 2019, 2014).  
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Abb.3 Einteilung der Regionen der Hippocampusformation nach Atlasebene A.6.50  
Beispielhafte Darstellung der sieben Regionen der Hippocampusformation nach Herold et al. (2014, 2019) mit 

Einzeichnung des dorsolateralen ventralen (DLv), des dorsolateralen dorsalen (DLd), des dorsomedialen ventralen 

(DMv) des dorsomedialen dorsalen (DMd), des ventromedialen (Vm) und des ventrolateralen Areals (Vl), sowie 

der triangulären Region (Tr). 

 

Zur Quantifizierung der adulten Neurogenese in der Hippocampusformation erfolgte die 

Auswertung von vier verschiedenen Zelltypen anhand des unterschiedlichen 

Fluoreszenzmusters. Dazu wurden die seit Versuchsbeginn neu entstandene Zellen durch eine 

einfache Markierung mit BrdU, neu entstandene reife Neurone durch eine doppelte Markierung 

mit BrdU und NeuN (Abb.4A), neu entstandene Gliazellen durch eine doppelte Markierung mit 

BrdU und S100β identifiziert (Abb.4B). Die Markierung unreifer Neurone erfolgte durch den 

Marker DCX, wobei triangulär geformte unreife Neurone und ovoid geformte unreife Neurone 

(E) unterschieden wurden (Abb.4C). 
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A) 

   
B) 

   

C) 

     
 
Abb.4: Darstellung der gezählten Zelltypen  
Neu entstandene reife Neurone (A) sind durch eine doppelte Markierung (rechts) mit zum einen BrdU (links) und 

NeuN (mitte) zu erkennen. Neu entstandene Gliazellen (B) sind durch eine doppelte Markierung (rechts) mit BrdU 

(links) und S100β (links) zu identifizieren. Die Markierung unreifer Neurone (C) erfolgte durch den Marker DCX, 

wobei triangulär geformte unreife Neurone (links) und ovoid geformte unreife Neurone (rechts) unterschieden 

wurden.  
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2.6.2. Geräte und Programme 

- Scanner für Objektträger: AxioScan.Z1 (Zeiss, Deutschland)  

- Zen 3.0 blue edition (Zeiss, Deutschland) 

 

2.7. Statistische Auswertung  
2.7.1. Durchführung  

Zur deutlicheren Darstellung wurden die einzelnen Atlasebenen in der Auswertung in fünf 

Ebenen zusammengefasst. So erfolgte die Einteilung von anterior nach posterior in die Ebenen 

A.9.50, A.8.25, A.6.75, A.5.5 und A.4.25 (Abb.3, Tabelle 6). Aufgrund der unterschiedlichen 

Ausprägung der einzelnen Regionen der HF entlang der anterior-posterior Achse, erfolgte die 

Auswertung der Regionen Vm, Vl und Tr aufgrund der posterioren Lage in der HF nur in den 

Ebenen A.4.25, A.5.50, A.6.75 und A.8.25 (Abb.3). Ebenso erfolgte die Auswertung der 

Regionen DLd und DLv aufgrund der anterioren Lage in der HF nur in den Ebenen A.5.50, 

A.6.75, A.8.25 und A.9.50 (Abb.3). Für die statistische Auswertung wurde das Programm 

Microsoft Excel 16.66.1 (2022) und das Programm Statistica benutzt. Hierfür wurde zunächst 

die Zelldichte im Sinne der Anzahl der Zellen pro Quadratmillimeter ermittelt. Es wurde neben 

der Verteilung der Zellen in den sieben HF-Regionen auch die Verteilung der verschiedenen 

Zellarten in den fünf Ebenen der anterior-posterior Ebene ausgewertet. Zum Vergleich der 

Zellverteilung wurde innerhalb einer Gruppe eine Friedmann ANOVA durchgeführt gefolgt 

von einem Wilcoxon-Matched-pair Test, wenn die ANOVA ein signifikantes Ergebnis zeigte. 

Um einen statistischen Vergleich zwischen den verschiedenen Experimentalgruppen zu 

erhalten, wurde zunächst der Kruskal-Wallace-Test mit anschließendem Man-Whitney-U-Test 

verwendet. Es wurde ein Signifikanzniveau von 0,05 gewählt.  

 

Zusammengefasste Ebene Ebenen nach Karten und Hodos  

A.9.50 A.10.00, A.9.75, A.9.50, A.9.25, A.9.00 

A.8.25 A.8.75, A.8.50, A.8.25, A.8.00, A.7.75 

A.6.75 A.7.25, A.7.00, A.6.75, A.6.50, A.6.25 

A.5.50 A.6.00, A.5.75, A.5.50, A.5.25, A.5.00 

A.4.25 A.4.75, A.4.50, A.4.25, A.4.00, A.3.75 

Tabelle 6: Einteilung der ausgewerteten Ebenen 
Die Auswertung der erhobenen Daten erfolgte in vereinfachter Gruppierung der einzelnen Atlasebenen in fünf 

übergeordnete Ebenen A.4.25, A.5.50, A.6.75, A.8.25 und A.9.50.  
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2.7.2. Programme 

- Microsoft Excel 16.66.1 (2022) 

- Statistica 13.1 (StatSoft Europe GmbH, Hamburg, Deutschland) 

- Adobe Illustrator Version 28.0 
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3. Ergebnisse 
 
3.1 Verteilung der neu entstandenen Zellen in den einzelnen hippocampalen 

Regionen  
 
3.1.1 Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen 

Versuchsgruppen 

BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante 

Unterschiede für alle Regionen mit Ausnahme von Vl (Kruskal-Wallis-Test: Vm: H (2) 

=14,429, p =0,001; Tr: H (2) =10,674, p =0,005; DMd: H (2) =15,503, p <0,001; DMv: H (2) 

=12,185, p =0,002; DLd: H (2) =11,603, p =0,003; DLv: H (2) =7,795, p =0,020). 

Es lassen sich zwischen der Box-Trainingsgruppe (BT) und der Freiflug-Trainingsgruppe (FT) 

nach den post-hoc Tests für keine Region signifikante Unterschiede für die Anzahl der BrdU+- 

Zellen finden (Tabelle 7, siehe Anhang Tabelle 26). Die Kontrollgruppe (KG) weist hingegen 

in allen Regionen mehr BrdU+ Zellen auf als die beiden Vergleichsgruppen BT und FT (Tabelle 

7, siehe Anhang Tabelle 26, Abb.5A) 

  

 Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 

KG 20,99 ± 

3,06 

20,24 ± 

2,48 

12,46 ± 

2,43 

18,58 ± 

3,62 

14,85 ± 

2,26 

15,87 ± 

3,28 

19,84 ± 

2,65 

BT 5,73 ± 

1,06 

13,04 ± 

2,01 

5,00 ± 

1,12 

4,05 ± 

0,52 

5,71 ± 

0,99 

4,43 ± 

0,75 

10,48 ± 

1,76 

FT 4,56 ± 

1,09 

14,12 ± 

3,14 

3,40 ± 

0,71 

6,02 ± 

1,36 

5,16 ± 

0,97 

6,93 ± 

1,58 

10,15 ± 

1,47 

Tabelle 7: MW ± SE der BrdU+ Zellen in verschiedenen Regionen im Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2) pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den sieben aufsummierten Regionen der 

Hippocampusformation. 
 
BrdU-S100β/GFAP+ Zellen 

Die Verteilung der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 unterscheidet sich signifikant 

zwischen den drei Gruppen in allen Regionen (Kruskal-Wallis-Test: Vm: H (2) = 18,222, p 

<0,001; Vl: H(2) = 19,042, p < 0,001; Tr: H (2) = 17,816, p <0,001; DMd: H (2) = 18,168, p 

<0,001; DMv: H (2) = 16,944, p <0,001; DLd: H (2) =18,500 p <0,001; DLv: H (2) = 18,239, 

p <0,001). 
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Nach dem post-hoc Test lassen sich keine Unterschiede zwischen der BT und der FT finden 

(Tabelle 7, siehe Anhang Tabelle 26, Abb.5B). In allen Regionen finden sich mehr BrdU-

GFAP+-Zellen pro mm2 in der KG als BrdU-S100β+-Zellen pro mm2 in der BT und der FT 

(Tabelle 7, siehe Anhang Tabelle 26). In der Region Vm sind 15,73 ± 2,92 Zellen/ mm2 in der 

KG im Gegensatz zu 0,25 ± 0,09 Zellen/ mm2 in der BT und 0,43 ± 0,14 Zellen/ mm2 in der FT 

zu finden (Tabelle 8, siehe Anhang Tabelle 26, Abb.5B). 

  

 Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 

KG 15,73 ± 

 2,92 

11,21 ± 

 2,97 

8,17 ±  

1,92 

15,12 ±  

3,77 

9,77 ±  

2,28  

11,15 ± 

 3,07  

11,47 ± 

 2,34 

BT 0,25 ±  

0,09 

0,28 ±  

0,11 

0,34 ±  

0,12 

0,35 ±  

0,12 

0,40 ±  

0,12 

0,45 ±  

0,20 

0,57 ±  

0,17 

FT 0,43 ±  

0,14 

0,52 ±  

0,11 

0,49 ±  

0,15 

0,34 ±  

0,17 

0,46 ±  

0,23 

0,68 ±  

0,19 

0,32 ±  

0,10 

Tabelle 8: MW ± SE der BrdU-S100β/GFAP+ Zellen in verschiedenen Regionen im 
Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (IN ZELLZAHL/MM2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den sieben aufsummierten Regionen der 

Hippocampusformation. 

 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Regionen Vm, Vl und DMd weisen signifikante Unterschiede in der Anzahl der BrdU-

NeuN+ Zellen pro mm2 auf (Kruskal-Wallis-Test: Vm: H (2) = 7,228, p =0,027; Vl: H (2) = 

6,839, p = 0,033; DMd: H (2) = 9,778, p = 0,008). 

In den post-hoc Tests zeigen sich signifikante Unterschiede in diesen Regionen im Vergleich 

der KG mit der BT (siehe Anhang Tabelle 26, Abb.5C). So beträgt z.B. die Anzahl der BrdU-

NeuN+ Zellen in der Region Vl 1,06 ± 0,31 Zellen/ mm2 in der KG und 3,45 ± 0,77 Zellen/ 

mm2 in der BT ( 

Tabelle 9, siehe Anhang Tabelle 26, Abb.5C). Die KG weist zudem weniger Zellen pro mm2 in 

Vm (1,06 ± 0,31 Zellen/ mm2) und DMd (0,67 ± 0,18 Zellen/ mm2) als die FT auf (Vm: 2,74 ± 

0,66 Zellen/ mm2, DMd: 3,19 ± 0,89 Zellen/ mm2, siehe Anhang Tabelle 26, Abb.5C). Es liegen 

keine signifikanten Unterschiede zwischen der KG und FT vor.  
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 Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 

KG 1,06 ± 0,31 3,05 ± 0,80  1,09 ± 0,30 0,67 ± 0,18  1,47 ± 0,38 1,23 ± 0,33 3,75 ± 1,09 

BT 3,45 ± 0,77 8,92 ± 1,69 2,54 ± 0,68 2,46 ± 0,31 3,70 ± 0,81 2,91 ± 0,60 7,05 ± 1,24 

FT 2,74 ± 0,66 8,68 ± 2,17  1,46 ± 0,42 3,19 ± 0,89 3,10 ± 0,61 4,18 ± 1,18 6,14 ± 1,34 

 

Tabelle 9: MW ± SE der BrdU-NeuN+-Zellen in verschiedenen Regionen im Gruppenvergleich 
Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den sieben aufsummierten Regionen der 

Hippocampusformation.  

 

DCX+-Zellen 

Die Verteilung der DCX+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante 

Unterschiede für alle Regionen (Kruskal-Wallis-Test: Vm: H (2) = 12,553, p =0,002; Vl: H (2) 

= 23,332, p <0,001; Tr: H (2) = 14,564, p <0,001; DMd: H (2) = 11,294, p =0,004; DMv: H (2) 

= 21,798, p <0,001; DLd: H (2) = 24,897, p <0,001; DLv: H (2) = 21,906, p <0,001). 

In allen Regionen lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante Unterschiede zwischen der 

KG und BT, sowie der BT und FT finden (siehe Anhang Tabelle 27, Abb.5D). Dabei weisen 

sowohl die KG als auch die FT mehr DCX+ Zellen pro mm2 als die BT in allen Regionen auf. 

So liegt die Anzahl der DCX+-Zellen pro mm2 in Region Vl bei der KG bei 95,63 ± 9,78 Zellen/ 

mm2, bei der BT nur bei 11,95 ± 1,72 Zellen/ mm2 und bei der FT bei 48,71 ± 6,09 Zellen/ mm2 

(Tabelle 10, siehe Anhang Tabelle 27). Im Vergleich der KG und FT unterscheiden sich 

lediglich die Regionen Vl, DMv, DLd und DLv signifikant voneinander, wobei die KG in 

diesen Regionen immer eine höhere Zelldichte als die FT aufweist (siehe Anhang Tabelle 27, 

Abb.5D). 

  

 Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 

KG 7,09 ±  

0,98 

95,63 ± 

 9,78 

4,49 ±  

0,78 

1,30 ±  

0,23 

26,92 ± 

 3,45 

58,62 ± 

 6,30 

67,47 ± 

 7,02 

BT 2,03 ±  

0,84 

11,95 ± 

 1,72 

1,61 ±  

0,39 

0,23 ±  

0,11 

2,25 ±  

0,55 

2,23 ±  

0,63 

6,24 ±  

1,32 

FT 11,14 ± 

3,57 

48,71 ± 

6,09 

8,23 ±  

3,01 

8,79 ±  

4,65 

11,72 ± 

2,69 

17,86 ± 

1,97 

22,78 ± 

3,70 

Tabelle 10: MW ± SE der DCX+-Zellen in verschiedenen Regionen im Gruppenvergleich 
Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den sieben aufsummierten Regionen der 

Hippocampusformation. 
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Trianguläre DCX+-Zellen 

Alle Regionen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der triangulären DCX+ Zellen pro 

mm2 im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: Vm: H (2) = 14,637, p 

<0,001; Vl: H (2) = 23,071, p <0,001; Tr: H (2) = 12,920, p =0,002; DMd: H (2) = 8,985, p 

=0,01; DMv: H (2) = 21,852, p <0,001; DLd: H (2) = 23,861, p <0,001; DLv: H (2) = 21,782, 

p <0,001).  

In allen Regionen lassen sich nach dem post-hoc Test signifikant mehr trianguläre DCX+ Zellen 

pro mm2 in der KG als in der FT finden. Auch die FT weist mehr trianguläre DCX+ Zellen pro 

mm2 als die BT in allen Regionen auf (siehe Anhang Tabelle 27, Abb.5E). Beispielsweise liegt 

die Anzahl der triangulären DCX+-Zellen pro mm2 in der Region DLv in der KG bei 22,88 ± 

1,80 Zellen/ mm2, in der BT nur bei 1,53 ± 0,44 Zellen/ mm2 und in der FT bei 7,86 ± 1,83 

Zellen/ mm2 (Tabelle 11, siehe Anhang Tabelle 27). Im Vergleich der KG zur FT nach dem 

post-hoc Test signifikante Unterschiede in den Regionen Vl, DMv, DLd und DLv finden (siehe 

Anhang Tabelle 27, Abb.5E). Hierbei weist die Anzahl der triangulären DCX+ Zellen in allen 

vier Regionen höhere Werte in der KG als in der FT auf und beläuft sich exemplarisch in der 

Region Vl auf 62,34 ± 8,12 Zellen/ mm2 in der KG und 15,46 ± 3,15 Zellen/ mm2 in der FT 

(Tabelle 11, siehe Anhang Tabelle 27). 
 

 Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 

KG 3,25 ±  

0,48 

62,34 ±  

8,12 

2,23 ±  

0,42 

0,49 ±  

0,55 

10,71 ±  

0,82 

20,66 ±  

5,30 

22,88 ±  

1,80 

BT 0,39 ±  

0,18 

2,73 ±  

0,74 

0,23 ±  

0,10 

0,03 ±  

0,02 

0,55 ±  

0,17 

0,56 ±  

0,19 

1,53 ±  

0,44 

FT 3,74 ±  

1,86 

15,46 ±  

3,15 

2,72 ±  

1,02 

2,09 ±  

0,97 

3,10 ±  

0,79 

5,39 ±  

0,97 

7,86 ±  

1,83 

Tabelle 11: MW ± SE der triangulären DCX+-Zellen in verschiedenen Regionen im 
Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den sieben aufsummierten Regionen der 

Hippocampusformation. 
 
 
 
 
Ovoide DCX+-Zellen 
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Die Verteilung der ovoiden DCX+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen 

signifikante Unterschiede für alle Regionen (Kruskal-Wallis-Test: Vm: H (2) = 9,549, p 

=0,008; Vl: H (2) = 17,836, p <0,001; Tr: H (2) = 6,633, p =0,036; DMd: H (2) = 9,234, p 

=0,010; DMv: H (2) = 19,699, p <0,001; DLd: H (2) = 23,429, p <0,001; DLv: H (2) = 19,579, 

p <0,001). 

Es lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante Unterschiede in der Anzahl ovoider DCX+ 

Zellen pro mm2 zwischen BT und FT in allen Regionen finden (siehe Anhang Tabelle 27, 

Abb.5F). Dabei weist die FT in allen Regionen eine höhere Zellanzahl als die BT auf (siehe 

Anhang Tabelle 27, Abb.5F). Zwischen der KG und der BT lassen sich ebenfalls in allen 

Regionen mit Ausnahme der Region Tr signifikante Unterschiede erkennen, wobei die Anzahl 

ovoider DCX+ Zellen pro mm2 der KG immer die der BT übersteigt (Tabelle 12, siehe Anhang 

Tabelle 27). So beläuft sich z.B. die Anzahl ovoider DCX+ Zellen pro mm2 der Region DLv 

auf 44,56 ± 7,66 Zellen/ mm2 in der KG im Vergleich zu 4,70 ± 1,09 Zellen/ mm2 in der BT 

(Tabelle 12). Zwischen den beiden Gruppen KG und FT zeigen sich nach dem post-hoc Test 

signifikante Unterschiede in den Regionen DMv, DLd und DLv. In diesen Regionen ist die 

Anzahl der ovoiden DCX+ Zellen pro mm2 in der KG größer als in der FT (siehe Anhang 

Tabelle 27, Abb.5F). 

 

 Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 

KG 3,92 ±  

0,77 

33,59 ±  

3,48 

2,09 ±  

0,48 

0,81 ±  

0,14 

16,30 ±  

2,92 

37,82 ±  

6,90 

44,56 ±  

7,66 

BT 1,64 ±  

0,70 

9,22 ±  

1,41 

1,38 ±  

0,37 

0,20 ±  

0,10 

1,69 ±  

0,42 

1,67 ±  

0,46 

4,70 ±  

1,09 

FT 7,40 ±  

1,87 

33,25 ±  

3,49  

5,51 ±  

2,07 

6,71 ±  

3,81 

8,62 ±  

2,03 

12,48 ±  

1,52  

14,92 ±  

2,39 

Tabelle 12: MW ± SE der ovoiden DCX+-Zellen in verschiedenen Regionen im Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den sieben aufsummierten Regionen der 

Hippocampusformation. 
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Abb.5: Verteilung der markierten Zellen in den einzelnen hippocampalen Regionen im 
Gruppenvergleich 

Durchschnittliche Anzahl BrdU+-Zellen (A), BrdU+-S100β+- beziehungsweise BrdU+-GFAP+-Zellen (B), 

BrdU+-NeuN+-Zellen (C), DCX+-Zellen (D), triangulären DCX+-Zellen (E) und ovoiden DCX+-Zellen (F) pro 

mm2 (Mittelwert (MW)  (in Zellzahl/mm2)  ± Standardfehler (SE)) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe 

(BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT). Die Sterne (*p <0,05) kennzeichnen signifikante Unterschiede der 

einzelnen Regionen zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe Anhang Tabelle 26). 
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3.1.2 Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen 

Trainingsgruppen  

 

BrdU+-Zellen 
Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich zwischen den verschiedenen Regionen der 

Hippocampus-Formation für beide Trainingsgruppen (Friedman ANOVA: BT χ²(N = 10, df = 

6) = 37,714 p < 0,001) und FT (χ²(N = 9, df = 6) = 35,714 p < 0,001).  

Box-Trainingsgruppe 

Die Regionen Vl (13,04 ± 2,01 Zellen/ mm2) und DLv (10,48 ± 1,76 Zellen/ mm2) 

unterscheiden sich von den Regionen Vm, Tr, DMd, DMv und DLd, nicht aber voneinander. 

Die Region DMd zeigt die niedrigste Zellzahl und hat mit 4,05 ± 0,52 Zellen/ mm2 signifikant 

weniger Zellen pro mm2 als Vm, Vl und DLv (Tabelle 7, siehe Anhang Tabelle 28A, Abb.6A) 

Freiflug-Trainingsgruppe 

Ein ähnliches Ergebnis zeigt sich innerhalb der Gruppe FT (Tabelle 7, siehe Anhang Tabelle 

28B). Auch hier sind die zellreichsten Regionen Vl (14,12 ± 3,14 Zellen/ mm2) und DLv (10,15 

±1,47 Zellen/ mm2) (Tabelle 7). Zudem zeigen beide Regionen signifikant mehr BrdU positive 

Zellen pro mm2 auf als die restlichen fünf Hippocampus Regionen (Tabelle 7, siehe Anhang 

Tabelle 28B, Abb.6B) 

 

BrdU-S100β + Zellen 

Zwischen den verschiedenen Regionen der Hippocampusformation lassen sich weder in der FT 

noch in der BT signifikante Unterschiede finden (Abb.6C). 

 

BrdU-NeuN+ Zellen 

Sowohl in der BT als auch in der FT liegen signifikante Unterschiede in der Anzahl der BrdU-

NeuN+ Zellen pro mm2 zwischen den einzelnen Regionen der Hippocampusformation vor 

(Friedman ANOVA: BT χ²(N = 10, df = 6) = 38,914, p <0,001) und FT (χ²(N = 9, df = 6) = 

30,000, p <0,001).  

Box-Trainingsgruppe 

Die Regionen Vl (8,92 ± 1,69 Zellen/ mm2) und DLv (7,05 ± 1,24 Zellen/ mm2) unterscheiden 
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 sich von den Regionen Vm, Tr, Dmd, DMv und DLd, nicht jedoch voneinander (Tabelle 9, 

siehe Anhang Tabelle 29, Abb.6E). Beide weisen eine signifikant höhere Anzahl BrdU-NeuN+-

Zellen pro mm2 auf als die übrigen hippocampalen Regionen ( 

Tabelle 9, siehe Anhang Tabelle 29A). Des Weiteren ist die Anzahl BrdU-NeuN+ Zellen in der 

Region DMv (3,70 ± 0,81 Zellen/ mm2) höher als in DLd (2,46 ± 0,31) (Abb.6E, siehe Anhang 

(Tabelle 29A).  

Freiflug-Trainingsgruppe 

Die Regionen Vl (8,68 ± 2,17 Zellen/ mm2) und DLv (6,14 ± 1,34 Zellen/ mm2) weisen die 

größte Anzahl BrdU-NeuN+ Zellen auf und unterscheiden sich signifikant von allen übrigen 

Regionen, nicht jedoch voneinander. Tr unterscheidet sich ebenso von allen weiteren Regionen 

außer DMd und zeigt die geringste Anzahl BrdU-NeuN+ Zellen pro mm2 (1,46 ± 0,42 Zellen/ 

mm2) (Abb.6F,   

Tabelle 9, siehe Anhang Tabelle 29B). 
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Abb.6: Verteilung der markierten Zellen in den einzelnen hippocampalen Regionen in der Box-
Trainingsgruppe und der Freiflug-Trainingsgruppe. 

Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (A) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(B), der BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (C) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (D) und der 

BrdU+-NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (E) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (F) pro mm2 

(Mittelwert (MW) (in Zellzahl/mm2)   ± Standardfehler (SE)) in den sieben Regionen der Hippocampus-

Formation. Die Sterne (*p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede der einzelnen Regionen im 

Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 29) 
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DCX+-Zellen 

Beide Trainingsgruppen weisen jeweils signifikante Unterschiede in der Anzahl der DCX+-

Zellen zwischen den einzelnen Regionen der Hippocampusformation auf (Friedman ANOVA: 

BT χ²(N = 10, df = 6) = 39,422, p < 0,001) und FT (χ²(N = 10, df = 6) = 33,171, p < 0,001).  

Box-Trainingsgruppe 

Die zellreichsten Regionen Vl (11,95 ± 1,72 Zellen/ mm2) und DLv (6,24 ± 1,32 Zellen/ mm2) 

unterscheiden sich signifikant von allen übrigen Regionen. DMd (0,23 ± 0,11 Zellen/ mm2) 

weist zudem eine signifikant geringere Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 auf als alle anderen 

hippocampalen Regionen (Tabelle 10, siehe Anhang Tabelle 30A, Abb.7A).  

Freiflug-Trainingsgruppe 

Auch in der FT weist die Region Vl (48,71 ± 6,09 Zellen/ mm2) eine höhere Anzahl DCX+ 

Zellen auf als die übrigen hippocampalen Regionen. Die Region DLv (22,78 ± 3,70 Zellen/ 

mm2) zeigt mehr Zellen pro mm2 als die restlichen Regionen, allerdings weniger Zellen als die 

Region Vl und weist keinen signifikanten Unterschied zur Region DLd (17,86 ± 1,97 Zellen/ 

mm2) auf (Tabelle 10, siehe Anhang Tabelle 30B, Abb.7B). 

 

Trianguläre DCX+-Zellen 

Die FT und BT weisen signifikante Unterschiede zwischen den Regionen des Hippocampus in 

Bezug auf die Anzahl triangulär geformter DCX+-Zellen auf (Friedman ANOVA: BT χ²(N = 

10, df = 6) = 30,892, p <0,001) und FT (χ²(N = 10, df = 6) = 31,424, p < 0,001). 

Box-Trainingsgruppe 

Die Regionen mit der höchsten Anzahl triangulärer DCX+-Zellen sind Vl (2,73 ± 0,74 Zellen/ 

mm2) und DLv (1,53 ± 0,44 Zellen/ mm2). Beide unterscheiden sich signifikant von allen 

weiteren Regionen der Hippocampusformation außer voneinander. DMd (0,03 ± 0,02 Zellen/ 

mm2) weist analog zur Verteilung der Gesamtzahl der DCX+-Zellen eine geringere Anzahl 

triangulärer DCX+-Zellen als die übrigen Regionen auf (Abb.7C, Tabelle 11 siehe Anhang 

Tabelle 31A). 

Freiflug-Trainingsgruppe 

Auch in der FT lassen sich in der Region Vl (15,46 ± 3,15 Zellen/ mm2) mehr trianguläre 

DCX+-Zellen pro mm2 finden als in anderen hippocampalen Regionen. DMv (3,10 ± 0,79 

Zellen/ mm2) weist signifikant mehr trianguläre DCX Zellen pro mm2 als die Regionen Tr, DMd 
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und DMv und eine geringere Anzahl als die Region Vl auf (Abb.7D, Tabelle 11, siehe Anhang 

Tabelle 30B).  

 

Ovoide DCX+-Zellen 

Die Zahl der ovoiden DCX+-Zellen unterscheidet sich zwischen den verschiedenen Regionen 

der Hippocampus-Formation für beide Trainingsgruppen (Friedman ANOVA: BT χ²(N = 10, 

df = 6) = 38,049, p < 0,001) und FT (χ²(N = 10, df = 6) = 31,800, p < 0,001). 

Box-Trainingsgruppe 

Auch die Anzahl der ovoiden DCX+-Zellen ist in Vl (9,22 ± 1,41 Zellen/ mm2) am höchsten 

und weist signifikante Unterschiede zu den restlichen sechs Regionen auf. DLv (4,70 ± 1,09 

Zellen/ mm2) hat eine signifikant geringere Anzahl ovoider DCX+-Zellen pro mm2 als Vl, aber 

eine höhere Anzahl als Tr, DMd, DMv und DLd. DMd (0,2 ± 0,1 Zellen/ mm2) weist die 

geringste Zelldichte auf (Tabelle 12, Abb.7E, siehe Anhang Tabelle 32A).  

 

Freiflug-Trainingsgruppe 

Die Region Vl (33,25 ± 3,49 Zellen/ mm2) unterscheidet sich signifikant mit der höchsten 

Anzahl ovoider DCX+-Zellen von den sechs weiteren Regionen der Hippocampusformation. 

Die geringste Anzahl in der FT weist die Region Tr (5,51 ± 2,07 Zellen/ mm2) auf, die sich von 

den Regionen Vl, DMv, DLd und DLv unterscheidet (Tabelle 12, siehe Anhang Tabelle 30B, 

Abb.7F).  
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Abb.7: Verteilung der markierten Zellen in den einzelnen hippocampalen Regionen in der Box-
Trainingsgruppe und der Freiflug-Trainingsgruppe. 

Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (A) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(B), der triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (C) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (D) und 

der ovoiden DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (E) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (F) pro mm2 

(MW±SE) in den sieben Regionen der Hippocampus-Formation. Die Sterne (*p <0,05) kennzeichnen 

signifikanten Unterschiede der einzelnen Regionen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 30).  
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3.2 Verteilung der neu entstandenen Zellen entlang der anterior-posterioren 

Achse (regionenübergreifend) 
 

3.2.1 Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen 

Versuchsgruppen  

BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante 

Unterschiede für alle Ebenen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 6,034, p =0,049; A.8.25: 

H (2) = 11,754, p = 0,003; A.6.75: H (2) = 9,372, p = 0,009; A.5.50: H (2) = 9,896, p = 0,007; 

A.4.25: H (2)= 11,725, p = 0,003).  

Nach den post-hoc Tests lassen sich keine Unterschiede zwischen der Box-Trainingsgruppe 

und Freiflug-Trainingsgruppe finden. Der Vergleich mit der Kontrollgruppe hingegen zeigt 

signifikante Unterschiede für alle Ebenen im Vergleich zur BT und ebenfalls für alle Ebenen 

mit Ausnahme der Ebene A.9.50 im Vergleich zur FT. Dabei ist in beiden Fällen die Anzahl 

der BrdU+-Zellen pro mm2 in der Kontrollgruppe höher als in den Trainingsgruppen. So liegt 

diese z.B. in der Ebene A.8.25 bei 18,03 ± 2,58 Zellen/ mm2 in der KG, bei 7,88 ± 1,22 Zellen/ 

mm2 in der BT und 8,30 ± 1,50 Zellen/ mm2 in der FT (Tabelle 13, siehe Anhang Tabelle 33, 

Abb.8A) 
  

 A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

KG 17,19 ± 3,70 18,03 ± 2,58  14,40 ± 1,88 18,26 ± 3,99 17,61 ± 3,47 

BT 5,39 ± 1,07 7,88 ± 1,22 8,14 ± 1,23 7,52 ± 0,73 5,84 ± 1,15 

FT 7,69 ± 2,13 8,30 ± 1,50 6,77 ± 1,14 6,62 ± 1,95 6,46 ± 1,45 

Tabelle 13: MW ± SE der BrdU+-Zellen in verschiedenen Ebenen von anterior nach posterior im 
Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den fünf exemplarischen, aufsummierten Ebenen 

der Hippocampusformation. 

 

BrdU-S100β/GFAP+ Zellen 

Alle Ebenen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro 

mm2 im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 16,414, 

p < 0,001; A.8.25: H (2) = 17,900, p <0,001; A.6.75: H (2) = 17,976, p < 0,001; A.5.50: H (2) 

= 18,809, p < 0,001; A.4.25: H (2) = 17,737, p < 0,001). 
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Es lassen sich zwischen der KG und BT, sowie zwischen der KG und FT nach den post-hoc 

Tests für alle Ebenen signifikante Unterschiede in der Anzahl der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

finden, wobei die Anzahl dieser Zellen in der KG in allen Ebenen höher ist und exemplarisch 

in Ebene A.9.50 12,95 ± 3,23 Zellen/ mm2 im Vergleich zu 0,36 ± 0,10 Zellen/ mm2 in der BT 

und 1,21 ± 0,57 Zellen/ mm2 in der FT beträgt (Tabelle 14, siehe Anhang Tabelle 30, Abb.8B). 

Zwischen den beiden Trainingsgruppen liegen keine signifikanten Unterschiede vor (siehe 

Anhang Tabelle 33, Abb.8B). 
  

 A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

KG 12,95 ± 3,23 11,77 ± 2,34 8,86 ± 1,79 13,62 ± 3,98 12,15 ± 3,56 

BT 0,36 ± 0,10 0,34 ± 0,12 0,62 ± 0,22 0,33 ± 0,12 0,27 ± 0,07 

FT 1,21 ± 0,57  0,45 ± 0,15 0,37 ± 0,10 0,59 ± 0,13 0,25 ± 0,09 

Tabelle 14: MW ± SE der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen in verschiedenen Ebenen von anterior nach 
posterior im Gruppenvergleich 
Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den fünf aufsummierten Ebenen der 

Hippocampusformation. 

 

BrdU-NeuN+-Zellen 
Die Verteilung entlang der anterior-posterior Achse zeigt im Vergleich zwischen den drei 

Gruppen signifikante Unterschiede für die Ebenen A.8.25 und A.6.75 (Kruskal-Wallis-Test: 

A.8.25: H (2) = 8,601, p = 0,014; A.6.75: H (2) = 7,206, p = 0,027). 

Zwischen der KG und BT lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante Unterschiede für 

beide Ebenen finden, wobei die Anzahl BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 in der BT höher ist als 

in der KG (Tabelle 15, siehe Anhang Tabelle 30). Die KG und BT unterscheiden sich nur in 

der Ebene A.8.25 signifikant, ebenso liegt die Anzahl BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 in der FT 

(5,03 ± 1,14 Zellen/ mm2) signifikant höher als in der KG (1,54 ± 0,30 Zellen/ mm2) (Tabelle 

15, siehe Anhang Tabelle 33, Abb.8C). Zwischen den beiden Trainingsgruppen liegen keine 

signifikanten Unterschiede vor (siehe Anhang Tabelle 33, Abb.8C). 
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 A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

KG 1,60 ± 0,53 1,54 ± 0,30 2,03 ± 0,49 2,34 ± 0,61 1,55 ± 0,35 

BT 3,89 ± 0,97 5,11 ± 1,05 5,03 ± 0,68 4,94 ± 0,68 3,69 ± 0,85 

FT 5,00 ± 1,59 5,03 ± 1,14 4,20 ± 0,96 3,09 ± 0,94 3,71 ± 1,02 

Tabelle 15: MW ± SE der BrdU-NeuN+-Zellen in verschiedenen Ebenen von anterior nach 
posterior im Gruppenvergleich 
Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den fünf aufsummierten Ebenen der 

Hippocampusformation. 

 

DCX+-Zellen 

Die Verteilung der DCX+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante 

Unterschiede für alle Ebenen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 23,205, p <0,001; A.8.25: 

H (2) = 21,449, p <0,001; A.6.75: H (2) = 23,429, p <0,001; A.5.50: H (2) = 22,774, p <0,001; 

A.4.25: H (2)= 23,214, p <0,001). 

Nach den post-hoc Tests lassen sich signifikante Unterschiede zwischen der KG und BT, 

zwischen der KG und FT sowie der BT und FT in allen Ebenen finden. Dabei weist die KG in 

allen Ebenen mehr DCX+-Zellen auf als die Trainingsgruppen und die FT weist in jeder Ebene 

mehr Zellen als die BT auf (siehe Anhang Tabelle 34, Abb.8D). So liegt z.B. die Anzahl der 

DCX+-Zellen pro mm2 in Ebene A.6.75 bei 40,71 ± 3,81 Zellen/ mm2 in der KG, bei 18,74 ± 

3,03 Zellen/ mm2 in der FT und 4,22 ± 0,84 Zellen/ mm2 in der BT (Tabelle 16, siehe Anhang 

Tabelle 34, Abb.8D).  
  

 A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

KG 36,74 ± 3,52 36,32 ± 3,16 40,71 ± 3,81 38,98 ± 3,69 25,71 ± 3,58 

BT 3,62 ± 0,78 3,32 ± 0,62 4,22 ± 0,84  3,66 ± 0,59 2,07 ± 0,58 

FT 17, 96 ± 2,78  23,49 ± 4,03 18,74 ± 3,03 20,12 ± 3,61 9,08 ± 1,00 

Tabelle 16: MW ± SE der DCX+ Zellen in verschiedenen Ebenen von anterior nach posterior im 
Gruppenvergleich 
Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2)  pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den fünf aufsummierten Ebenen der 

Hippocampusformation. 

 

Trianguläre DCX+-Zellen 
Alle Ebenen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der triangulären DCX+ Zellen pro 

mm2 im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 22,350, 



 52 

p <0,001; A.8.25: H (2) = 22,413, p <0,001; A.6.75: H (2) = 22,872, p <0,001; A.5.50: H (2) = 

22,889, p <0,001; A.4.25: H (2) = 19,892, p <0,001) (siehe Anhang Tabelle 34). 

Nach dem post-hoc Test zeigt sich ein signifikanter Unterschied zwischen der KG und der BT, 

der KG und der FT sowie der BT und FT in allen Ebenen. Analog zu der Verteilung der 

gesamten DCX+-Zellen besitzt die KG im Mittel in allen Ebenen die größte Anzahl triangulärer 

DCX+-Zellen und die BT die geringste Anzahl triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 (Tabelle 

17, siehe Anhang Tabelle 34, Abb.8E).  

  

 A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

KG 15,44 ± 1,25 18,39 ± 1,72 20,58 ± 1,31 17,69 ± 1,61 8,06 ± 1,37 

BT 0,83 ± 0,23 0,74 ± 0,25 1,10 ± 0,30 0,84 ± 0,30 0,11 ± 0,06 

FT 6,86 ± 1,45 8,38 ± 1,65 6,60 ± 1,35 4,74 ± 1,10 1,92 ± 0,59 

Tabelle 17: MW ± SE der triangulärer DCX+ Zellen in verschiedenen Ebenen von anterior nach 
posterior im Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2) pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den fünf aufsummierten Ebenen der 

Hippocampusformation (siehe Anhang Tabelle 34). 

 

Ovoide DCX+-Zellen 

Die Verteilung der ovoiden DCX+ Zellen entlang der anterior-posterior Achse unterscheidet 

sich signifikant zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 21,123, p 

<0,001; A.8.25: H (2) = 19,352, p <0,001; A.6.75: H (2) = 19,699, p <0,001; A.5.50: H (2) = 

19,611, p <0,001; A.4.25: H (2) = 22,401, p <0,001). 

Die Anzahl der ovoiden DCX+ Zellen pro mm2 in der BT ist in allen Ebenen signifikant 

geringer als in der KG und der FT (Tabelle 18, siehe Anhang Tabelle 34). Die KG unterscheidet 

sich nach dem post-hoc Test von der FT nur in den Ebenen A.9.50, A.6.75 und A.4.25, wobei 

in diesen Ebenen die Anzahl der ovoiden DCX+-Zellen pro mm2 in der KG (A.9.50: 21,42 ± 

3,93 Zellen/ mm2) größer als in der FT(A.9.50: 11,11 ± 1,45 Zellen/ mm2) ist (Tabelle 18, siehe 

Anhang Tabelle 34, Abb.8F). 
 

 

 

 

 

 A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

KG 21,42 ± 3,93 18,11 ± 2,73 20,03 ± 3,10 21,26 ± 3,09 17,52 ± 2,40 
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BT 2,79 ± 0,62  2,57 ± 0,45 3,11 ± 0,68 2,83 ± 0,56 1,96 ± 0,55 

FT 11,11 ± 1,45 15,11 ± 2,85 12,13 ± 1,96 15,37 ± 3,51 7,16 ± 0,83 

Tabelle 18: MW ± SE der ovoiden DCX+ Zellen in verschiedenen Ebenen von anterior nach 
posterior im Gruppenvergleich 

Tabellarische Aufzählung der MW (in Zellzahl/mm2) pro Region ± SE für die Kontrollgruppe (KG), Box-

Trainings-Gruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in den fünf aufsummierten Ebenen der 

Hippocampusformation. 

 
Abb.8: Verteilung der markierten Zellen in den einzelnen Ebenen von anterior nach posterior im 
Gruppenvergleich 
Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen (A), BrdU+-S100 β+/GFAP+--Zellen (B), BrdU+-NeuN+-Zellen 

(C), DCX+-Zellen (D), triangulären DCX+-Zellen (E) und ovoiden DCX+-Zellen (F) pro mm2 (MW±SE) der 

Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) und Freiflug-Trainingsgruppe (FT). Die Sterne (*p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 33). 
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BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich zwischen den verschiedenen Ebenen entlang 

anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation nur in der BT (Friedman ANOVA: BT 

χ²(N = 10, df = 4) = 9,840, p = 0,043) (siehe Anhang Tabelle 35)  

Box-Trainingsgruppe 

Dabei unterscheidet sich die Anzahl BrdU+-Zellen pro mm2 in der Ebene A.9.50 (5,93 ± 1,07 

Zellen/ mm2) signifikant von den Ebenen A.6.75 (8,14 ± 1,23 Zellen/ mm2) und A.5.50 (7,52 ± 

0,73 Zellen/ mm2) durch eine geringere Anzahl dieser Zellart. Ebenso ist die Zellzahl pro mm2 

in der Ebene A.4.25 (5,84 ± 1,15 Zellen/ mm2) signifikant geringer als in den Ebenen A.8.25 

(7,88 ± 1,22 Zellen/ mm2) und A.6.75 (Tabelle 18, siehe Anhang Tabelle 35, Abb.9a). 

 

BrdU-S100β +-Zellen 

Es gibt keinen signifikanten Unterschied der Zahl der BrdU-S100β +-Zellen zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen (Abb.9c,d). 

 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-NeuN+-Zellen unterscheidet sich zwischen den verschiedenen Ebenen 

entlang anterior posterior Achse in der Hippocampusformation für beide Trainingsgruppen 

nicht (Abb.9e,f).  
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Abb.9: Verteilung der markierten Zellen der Dreifachfärbung in den einzelnen Ebenen entlang 
der anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation in der Box-Trainingsgruppe und der 
Freiflug-Trainingsgruppe. 

Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), BrdU+-

NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW±SE) in der 

Hippocampusformation in den fünf Ebenen der anterior-posterior Achse. Die Sterne (*p <0,05) kennzeichnen 

signifikanten Unterschiede der einzelnen Regionen im Paarvergleich (Tabelle 35).  

 

DCX+-Zellen 
Sowohl innerhalb der FT als auch innerhalb der BT liegen Unterschiede in der Anzahl DCX+ 

Zellen pro mm2 zwischen den verschiedenen Ebenen entlang der anterior-posterior Achse in 

der Hippocampusformation vor (Friedman ANOVA: BT χ²(N = 10, df = 4) = 11,200, p = 0,024) 

und FT (χ²(N = 9, df = 4) = 19,378, p < 0,001) (siehe Anhang Tabelle 36). 
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Box-Trainingsgruppe 

Dabei unterscheidet sich in der BT nach dem post-hoc Test die Ebene A.4.25 (2,07 ± 0,58 

Zellen/ mm2) signifikant von den Ebenen A.8.25 (3,32 ± 0,62 Zellen/ mm2), A.6.75 (4,22 ± 

0,84 Zellen/ mm2) und A.5.50 (3,66 ± 0,59 Zellen/ mm2) durch eine geringere Anzahl DCX+-

Zellen pro mm2 (Abb.10a, Tabelle 7, siehe Anhang Tabelle 36A). 

Freiflug-Trainingsgruppe 

In der FT zeigt die Ebene A.4.25 (9,08 ± 1,00 Zellen/ mm2) eine signifikant geringere Anzahl 

DCX+-Zellen als alle anderen Ebenen. Zudem sind in der Ebene A.8.25 (23,49 ± 4,03 Zellen/ 

mm2) signifikant mehr DCX+-Zellen pro mm2 zu finden als in den Ebenen A.6.75 (18,74 ± 3,03 

Zellen/ mm2), A.5.50 (20,12 ± 3,61 Zellen/ mm2) und A.4.25 (Abb.10b, Tabelle 16, siehe 

Anhang Tabelle 36B). 
 
 
Trianguläre DCX+-Zellen 

Sowohl die BT als auch die FT unterscheiden sich zwischen den verschiedenen Ebenen entlang 

anterior posterior Achse in der Hippocampusformation in der Anzahl der triangulären DCX+-

Zellen (Friedman ANOVA: BT χ²(N = 10, df = 4) = 11,135, p = 0,025) und FT (χ²(N = 9, df = 

4) = 18,756, p < 0,001) (siehe Anhang Tabelle 37). 

Box-Trainingsgruppe 

Dabei lässt sich in der BT ein signifikanter Unterschied der Anzahl triangulärer DCX+-Zellen 

in der Ebene A.4.25 im Vergleich zu allen übrigen Ebenen nach dem post-hoc-Test finden. 

Dieser Unterschied zeigt sich durch eine signifikant geringere Zahl dieser Zellen in der Ebene 

A.4.25 (0,11 ± 0,06 Zellen/ mm2) (Tabelle 17, siehe Anhang Tabelle 37A, Abb.10c). 

Freiflug-Trainingsgruppe 

In der FT zeigt sich ähnlich wie in der BT eine signifikant geringere Anzahl triangulärer DCX+-

Zellen in der Ebene A.4.25 (1,92 ± 0,59 Zellen/ mm2) im Vergleich zu allen anderen Ebenen. 

Des Weiteren zeigt sich nach dem post-hoc Test ein signifikanter Unterschied zwischen der 

Ebene A.8.25 (6,86 ± 1,45 Zellen/ mm2) und den Ebenen A.5.50 (4,74 ± 1,10 Zellen/ mm2) und 

A.4.25. Hierbei weist die Anzahl triangulärer DCX+ Zellen pro mm2 einen höheren Wert in der 

Ebene A.8.25 auf (Tabelle 17, siehe Anhang Tabelle 37B, Abb.10d).  
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Ovoide DCX+-Zellen 

Die Zahl der ovoiden DCX+-Zellen zeigt nur in der FT einen Unterschied zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior posterior Achse in der Hippocampusformation 

(Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 4) = 12,267, p = 0,015) (siehe Anhang Tabelle 38). 

Freiflug-Trainingsgruppe 

In der FT zeigt sich im post-hoc Test eine signifikant geringere Anzahl ovoider DCX+-Zellen 

in der Ebene A.4.25 (7,16 ± 0,83 Zellen/ mm2) im Vergleich zu den Ebenen A.9.50, A.8.25, 

A.6.75 und A.5.50 (15,37 ± 3,51 Zellen/ mm2) (Tabelle 18, siehe Anhang Tabelle 38, Abb.9f). 

 

 
Abb.9: Verteilung der markierten Zellen der Zweifachfärbung in den einzelnen Ebenen entlang 
der anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation in der Box-Trainingsgruppe und der 
Freiflug-Trainingsgruppe. 

Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW±SE) in der 

Hippocampusformation in den fünf Ebenen der anterior-posterior Achse. Die Sterne (*p <0,05) kennzeichnen 

signifikanten Unterschiede der einzelnen Regionen im Paarvergleich (Tabelle 36, Tabelle 37, Tabelle 38).  
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3.3 Verteilung der neu entstandenen Zellen in den einzelnen hippocampalen 

Regionen in der anterior-posterior Ebene 
 

3.3.1 Ventromediale Region (Vm) 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen Versuchsgruppen  

Tabelle 19 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 der hippocampalen Unterregion 

Vm der verschiedenen Gruppen von anterior (A.8.25) nach posterior (A.4.25). 

A) KG A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 22,59 ± 3,24 18,10 ± 3,14 23,52 ± 4,34 22,06 ± 5,51 

BrdU+/ GFAP+ 16,87 ± 2,97 12,99 ± 2,52 19,76 ± 4,03 16,33 ± 5,26 

BrdU+/ NeuN+ 1,10 ± 0,57 1,18 ± 0,50 1,15 ± 0,37 1,10 ± 0,28 

DCX+ (gesamt) 4,43 ± 1,49 5,17 ± 0,90 8,94 ± 3,16  12,74 ± 2,49 

DCX+ tri 1,17 ± 0,54 2,21 ± 0,56 6,42 ± 2,05 5,45 ± 1,56 

DCX+ ovo 3,31 ± 1,23 3,05 ± 0,69 2,47 ± 1,23 7,54 ± 1,57 

 

B) BT A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 5,67 ± 1,31 5,76 ± 1,95 6,54 ± 1,61 5,20 ± 0,94 

BrdU+/ S100β+ 0,09 ± 0,09 0,17 ± 0,17 0,00 ± 0,00 0,27 ± 0,10 

BrdU+/ NeuN+ 4,60 ± 1,16 3,26 ± 1,40 5,39 ± 1,40 2,89 ± 0,72 

DCX+ (gesamt) 0,91 ± 0,65 1,51 ± 0,76 3,28 ± 1,49 3,77 ± 1,88 

DCX+ tri 0,17 ± 0,15 0,10 ± 0,10 0,95 ± 0,54 0,21 ± 0,18 

DCX+ ovo 0,74 ± 0,66 1,41 ± 0,77 2,33 ± 1,29 3,56 ± 1,81 

 

C) FT A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 3,44 ± 1,74  3,81 ± 1,19 5,17 ± 1,84 3,87 ± 1,02 

BrdU+/ S100β+ 0,00 ± 0,00 0,80 ± 0,33 0,44 ± 0,21 0,50 ± 0,31 

BrdU+/ NeuN+ 2,48 ± 0,98 2,87 ± 0,97 1,99 ± 0,76 2,41 ± 0,62 

DCX+ (gesamt) 10,85 ± 7,19 9,31 ± 3,57 14,99 ± 3,81 9,57 ± 2,00 

DCX+ tri 3,40 ± 2,41 5,00 ± 2,95 2,07 ± 0,80 1,57 ± 0,88 

DCX+ ovo 7,45 ± 4,82 4,31 ± 1,09 12,92 ± 3,45 8,00 ± 1,83 

Tabelle 19: MW der Region Vm in der anterior-posterior Achse  

Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen.  
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BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen pro mm2 in der Region Vm zeigt zwischen den drei Gruppen 

signifikante Unterschiede für alle Ebenen (Kruskal-Wallis-Test: A.8.25: H (2) = 15,728, p 

<0,001; A.6.75: H (2) = 11,959, p = 0,003; A.5.50: H (2) = 16,745, p <0,001; A.4.25: H (2)= 

12,566, p =0,002). 

Nach dem post-hoc Test zeigt sich ein signifikanter Unterschied zwischen der KG und der BT, 

sowie zwischen der KG und der FT für alle Ebenen (Abb.11a, siehe Anhang Tabelle 33). 

Hierbei ist die Anzahl BrdU+-Zellen pro mm2 in der KG in allen Ebenen größer als in den 

beiden Trainingsgruppen und beträgt exemplarisch in der Ebene A.8.25 22,59 ± 3,24 Zellen/ 

mm2 in der KG, 5,67 ± 1,31 Zellen/ mm2, in der BT und 3,44 ± 1,74 Zellen/ mm2 in der FT 

(Tabelle 19, siehe Anhang Tabelle 39A). 

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Alle Ebenen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der BrdU+ Zellen pro mm2 im 

Vergleich zwischen den drei Gruppen in der Region Vm (Kruskal-Wallis-Test: A.8.25: H (2) 

= 24,160, p <0,001; A.6.75: H (2) = 20,898, p <0,001; A.5.50: H (2) = 22,372, p <0,001; A.4.25: 

H (2) = 17,981, p <0,001).  

Es lassen sich zwischen der KG und den beiden Trainingsgruppen signifikante Unterschiede in 

allen Ebenen finden, allerdings nicht zwischen den beiden Trainingsgruppen BT und FT 

(Abb.11a b, siehe Anhang Tabelle 33). So liegt die Anzahl BrdU-S100β/GFAP+-Zellen in der 

Region Vm in der Ebene A.5.50 bei 19,76 ± 4,03 Zellen/ mm2 in der KG, 6,54 ± 1,61Zellen/ 

mm2 in der BT und 5,17 ± 1,84 Zellen/ mm2 in der FT (Tabelle 19, siehe Anhang Tabelle 39A).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Anzahl der BrdU-NeuN+-Zellen in der Region Vm weist nur in der Ebene A.5.50 

signifikante Unterschiede im Vergleich der drei Versuchsgruppen auf (Kruskal-Wallis-Test: 

A.5.50: H (2) = 6,555, p =0,038). 

Dieser Unterschied zeigt sich nach dem post-hoc Test in einer höheren Anzahl BrdU-NeuN+-

Zellen pro mm2 in der Ebene A.5.50 in der BT (5,39 ± 1,40 Zellen/ mm2) im Vergleich zur KG 

(1,15 ± 0,37 Zellen/ mm2) (Tabelle 19, Abb.11c, siehe Anhang Tabelle 39A).  

DCX+-Zellen 

Die Verteilung der DCX+-Zellen pro mm2 in der Region Vm zeigt zwischen den drei Gruppen 

signifikante Unterschiede für die Ebenen A.6.75 und A.4.25 (Kruskal-Wallis-Test: A.6.75: H 

(2) = 11,157, p = 0,004; A.4.25: H (2) = 8,467, p =0,015). 
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Es lassen sich zwischen der KG und BT nach dem post-hoc Test Unterschiede in beiden Ebenen 

finden (Abb.11a c, siehe Anhang Tabelle 33). Zudem unterscheidet sich die Trainingsgruppen 

in Ebene A.6.75 durch eine höhere Anzahl DCX+-Zellen in der FT (9,31 ± 3,57 Zellen/ mm2) 

im Vergleich zur BT (1,51 ± 0,76 Zellen/ mm2) voneinander (Tabelle 19, Abb.11d, siehe Anhang 

Tabelle 39B).  

Trianguläre DCX+-Zellen  

Im Vergleich der drei Versuchsgruppen zeigt sich ein signifikanter Unterschied für die 

Verteilung triangulärer DCX+-Zellen in der Region Vm in den Ebenen A.6.75, A.5.50 und 

A.4.25 (Kruskal-Wallis-Test: A.6.75: H (2) = 11,666, p = 0,003; A.5.50: H (2) = 6,615, p = 

0,037; A.4.25: H (2) = 13,550, p = 0,001). 

Nach dem post-hoc Test zeigen sich diese Unterschiede im Vergleich der KG und BT in allen 

drei Ebenen, wobei in die KG mehr trianguläre DCX+-Zellen in diesen Ebenen als die BT zeigt. 

In der Ebene A.4.25 weist die KG (5,45 ± 1,56 Zellen/ mm2) auch eine größere Anzahl 

triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 als die FT (1,57 ± 0,88 Zellen/ mm2) auf. Zudem 

unterscheiden sich in der Ebene A.6.75 die Trainingsgruppen signifikant voneinander (BT: 0,10 

± 0,10 Zellen/ mm2, FT: 5,00 ± 2,95 Zellen/ mm2) (Tabelle 19 Abb.11e, siehe Anhang Tabelle 

39B).  

Ovoide DCX+-Zellen  

Zwischen den drei Versuchsgruppen lassen sich signifikante Unterschiede in der Verteilung 

ovoider DCX+-Zellen in der Region Vm in den Ebenen A.6.75 und A.5.50 finden (Kruskal-

Wallis-Test: A.6.75: H (2) = 6,244, p = 0,044; A.5.50: H (2) = 7,995, p = 0,018). 

Nach dem post-hoc Test zeigen sich diese Unterschiede in beiden Ebenen zwischen den 

Trainingsgruppen BT und FT, wobei sich in der FT mehr ovoide DCX+-Zellen als in der BT 

finden lassen (Abb.11e, siehe Anhang Tabelle 34). So beträgt die Anzahl ovoider DCX+-Zellen 

in Ebene A.6.75 in der Region Vm 4,31 ± 1,09 Zellen/ mm2 in der FT und 1,41 ± 0,77 Zellen/ 

mm2 in der BT (Tabelle 19). Zudem weist die FT in Ebene A.5.50 (12,92 ± 3,45 Zellen/ mm2) 

signifikant mehr ovoide DCX+-Zellen pro mm2 als die KG auf (2,47 ± 1,23 Zellen/ mm2) 

(Tabelle 19, Abb.11f, siehe Anhang Tabelle 39B).  
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Abb.11: Verteilung der verschiedenen Zellarten der Vm Region entlang der anterior-posterioren 
Achse zwischen den Gruppen  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 39).  
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Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen Trainingsgruppen 
 

BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich in der Region Vm zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.12a, b).  

BrdU-S100β+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-S100β+-Zellen unterscheidet sich in der Region Vm zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation nur in 

der FT (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 3) = 7,980, p = 0,046). 

Dabei zeigt sich eine signifikant höhere Anzahl BrdU-S100β+-Zellen pro mm2 in der Ebene 

A.6.75 (0,80 ± 0,33 Zellen pro mm2) im Vergleich zur Ebene A.8.25 (0,00 ± 0,00 Zellen pro 

mm2) nach dem post-hoc Test in der FT (Abb.12c, d, Tabelle 19, siehe Anhang Tabelle 46).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 unterscheidet sich in der Region Vm zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.12e, f) 
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Abb.12: Vergleich der markierten Zellen der Dreifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region Vm in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), BrdU+-

NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f)pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der ventromedialen Region (Vm). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 46). 

 

DCX+-Zellen 

Die Zahl der DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region Vm zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.13a, b).  
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Trianguläre DCX+-Zellen 

Die Zahl der triangulären DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region Vm zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.13c, d) 

Ovoide DCX+-Zellen 

Die Zahl der ovoiden DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region Vm zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.13e, f). 
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Abb.13: Vergleich der markierten Zellen der Zweifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region Vm in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der ventromedialen Region (Vm). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich. 
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3.3.2 Ventrolaterale Region (Vl) 

 

Vergleich zwischen den einzelnen Gruppen 
 
Tabelle 26 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen der Region Vl der verschiedenen Gruppen 

von anterior (A.8.25) nach posterior (A 4.25). 

 

A) KG A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 20,88 ± 3,95 18,38 ± 2,71 17,80 ± 2,20 13,65 ± 1,29 

BrdU+/ GFAP+ 12,98 ± 3,26 8,17 ± 1,37 9,61 ± 2,00 5,06 ± 0,67 

BrdU+/ NeuN+ 2,25 ± 1,24 2,86 ± 0,96 4,42 ± 1,15 3,98 ± 0,76 

DCX+ (gesamt) 85,92 ± 13,75 118,81 ± 10,25 103,74 ± 10,94 72,76 ± 8,03 

DCX+ tri 63,69 ± 10,69 85,12 ± 8,04 64,97 ± 7,28 26,59 ± 5,51 

DCX+ ovo 23,97 ± 5,18 33,22 ± 4,38 38,32 ± 5,98 45,79 ± 4,52 

 

B) BT A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 13,73 ± 3,98 17,28 ± 2,73 15,38 ± 1,85 10,16 ± 85 

BrdU+/ S100β+  0,36 ± 0,26 0,39 ± 0,29 0,00 ± 0,00 0,25 ± 0,13 

BrdU+/ NeuN+ 11,74 ± 3,67 11,45 ± 1,91 10,59 ± 1,57 7,66 ± 1,83 

DCX+ (gesamt) 10,02 ± 1,78 15,83 ± 3,28 12,39 ± 2,09 4,42 ± 1,54 

DCX+ tri 2,77 ± 0,92 4,02 ± 1,65 3,41 ± 1,54 0,35 ± 0,24 

DCX+ ovo 8,73 ± 0,81 11,81 ± 2,37 8,98 ± 1,92 4,07 ± 0,99 

 

C) FT A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 10,17 ± 3,39 11,30 ± 3,77 14,09 ± 4,70 16,49 ± 5,50 

BrdU+/ S100β+  0,00 ± 0,00 0,29 ± 0,10 1,41 ± 0,47 0,30 ± 0,10 

BrdU+/ NeuN+ 9,06 ± 4,03 8,62 ± 1,91 6,60 ± 1,76 10,57 ± 2,91 

DCX+ (gesamt) 68,90 ± 9,98 58,06 ± 9,03 47,28 ± 6,74 21,45 ± 3,26 

DCX+ tri 25,81 ± 6,59 23,63 ± 5,33 16,21 ± 4,31 4,74 ± 1,48 

DCX+ ovo 43,09 ± 7,13 34,43 ± 4,97 31,08 ± 4,94 16,71 ± 2,64 

Tabelle 20: MW der Region Vl in der anterior-posterior Achse  
Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen. 
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BrdU+-Zellen 

Für die BrdU positiven Zellen in der Vl Region zeigt sich nur für die Ebene 8.25 ein 

signifikanter Unterschied zwischen den Gruppen (Kruskal-Wallis Test (H (2) = 6,678 p = 

0,036). 

Nach dem post-hoc Test zeigt die KG eine signifikant höhere Dichte an BrdU+-Zellen (20,88± 

3,95 Zellen/mm2) als die FT (10,17± 3,39 Zellen/mm2) (Abb.14a, Tabelle 20, siehe Anhang 

Tabelle 40A).  

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU-S100ß+ bzw. BrdU-GFAP+-Zellen pro mm2 in der Region Vl 

unterscheidet sich in allen getesteten Ebenen zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis Test: 

A.8.25: H (2) =22,607 p <0,001; A.6.75: H (2) =20,891, p <0,001; A.5.50: H (2) = 22,080 p 

<0,001; A.4.25: H (2) =19,205, p <0,001). 

Die KG zeigt im post-hoc Test in allen Ebenen eine signifikant höhere Dichte an BrdU-GFAP+-

Zellen als die BT und FT, in denen S100ß als Gliazellmarker genutzt wurde. In der FT (1,41 ± 

0,47 Zellen/ mm2) findet sich zudem in Ebene A.5.50 eine signifikant höhere Zelldichte als in 

der BT (0 ± 0 Zellen/ mm2) (Tabelle 20, Abb.14b, siehe Anhang Tabelle 40A). 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Für die Anzahl der BrdU-NeuN positiven Zellen pro mm2 in der Region Vl lassen sich 

signifikante Unterschiede in den Ebenen A.6.75 und A.5.50 zwischen den verschiedenen 

Gruppen finden (Kruskal-Wallis Test: A.6.75: H (2) = 9,052, p = 0,010; A.5.50: H (2) = 7,655, 

p = 0,022). 

Nach dem post-hoc Test zeigen sowohl die BT (11,45 ± 1,91 Zellen/ mm2) als auch die FT 

(8,62 ± 1,91 Zellen/ mm2) signifikant mehr Zellen als die KG (2,86 ± 0,96 Zellen/ mm2) in der 

Ebene A.6.75. In der Ebene A.5.50 zeigt die BT mit 10,59 ± 1,57) Zellen/ mm2 eine höhere 

Zelldichte als die KG (4,42 ± 1,15 Zellen/ mm2) (Tabelle 20, Abb.14c, siehe Anhang Tabelle 

40A).  

DCX+-Zellen  

Alle getesteten Ebenen entlang der anterior-posterior Achse weisen signifikante Unterschiede 

zwischen den einzelnen Gruppen im Hinblick auf die Anzahl der DCX+-Zellen in der Vl 

Region (Kruskal-Wallis Test: A.8.25: H (2) =15,740, p <0,001; A.6.75: H (2) = 21,798, p 

<0,001; A.5.50: H (2) = 23,091, p <0,001; A.4.25: H (2) = 23,120, p <0,001).  



 68 

In der KG sind in allen Ebenen eine höhere Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 als in der BT nach 

dem post-hoc Test zu finden. Die KG weist in den Ebenen A.6.75 bis A.4.25 eine signifikant 

größere Anzahl dieser Zellart pro mm2 als die FT auf. Zwischen den beiden Trainingsgruppen 

lassen sich Unterschiede in jeder Ebene finden, wobei die Anzahl der DCX+-Zellen pro mm2 

in der FT die in der BT übersteigt (Tabelle 20, Abb.14d, siehe Anhang Tabelle 40B). Die 

meisten Zellen pro Fläche zeigen sich 118,81 ± 10,25 Zellen/ mm2 in der A.6.75 in der KG, im 

Gegensatz dazu zeigen sich in dieser Ebene nur 58,06 ± 9,03 Zellen/ mm2 in der FT und 15,83 

± 3,28 Zellen/ mm2 in der BT (Tabelle 20).  

Trianguläre DCX+-Zellen 

Alle getesteten Ebenen weisen signifikante Unterschiede zwischen den einzelnen Gruppen im 

Hinblick auf die Anzahl der triangulären DCX+-Zellen in der Vl Region auf (A.8.25: H (2) = 

17,797, p <0,001; A.6.75: H (2) = 21,884, p <0,001; A.5.50: H (2) = 21,176, p <0,001; A.4.25: 

H (2) = 19,333, p <0,001).  

Die KG zeigt nach dem post-hoc Test signifikant höhere Werte in allen Ebenen im Vergleich 

zur BT und auch zur FT. Die FT wiederum zeigt eine größere Anzahl triangulärer DCX+-Zellen 

pro mm2 als die BT in allen Ebenen außer der Ebene A.4.25 (Abb.14e, siehe Anhang Tabelle 

40B). In der Ebene A.6.75 lassen sich in der KG 85,12 ± 8,04 Zellen/ mm2 verglichen mit 

23,63± 5,33 Zellen/ mm2 in der FT und 4,02 ± 1,65 Zellen/ mm2 in der BT zählen (Tabelle 20, 

siehe Anhang Tabelle 40B).  

Ovoide DCX+-Zellen 

Alle getesteten Ebenen weisen signifikante Unterschiede zwischen den einzelnen Gruppen im 

Hinblick auf die Verteilung der ovoiden DCX+-Zellen in der Vl Region auf (A.8.25: H (2) = 

16,694, p <0,001; A.6.75: H (2) = 14,156, p <0,001; A.5.50: H (2) = 12,371, p = 0,002; A.4.25: 

H (2) = 22,679, p <0,001).  

In allen Ebenen lassen sich Unterschiede zwischen der BT und der KG sowie zwischen der BT 

und der FT finden, wobei die Anzahl ovoider DCX+-Zellen in der BT geringer ist als in den 

Vergleichsgruppen. In den Ebenen A.8.25 und A.4.25 unterscheiden sich die KG und FT 

signifikant voneinander (Abb.14f, siehe Anhang Tabelle 40B). In der Ebene A.8.25 lassen sich 

dabei mehr Zellen in der FT (43,09 ± 7,13 Zellen/ mm2) als in der KG (23,97 ± 5,18 Zellen/ 

mm2) und in der Ebene A.4.25 weniger Zellen in der FT (16,71 ± 2,64 Zellen/ mm2) als in der 

KG (45,79 ± 4,52 Zellen/ mm2) zählen (Tabelle 20, siehe Anhang Tabelle 40B).  
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Abb.14: Verteilung der verschiedenen Zellarten der Vl Region entlang der anterior-posterioren 
Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 40).  
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Vergleich innerhalb einer Gruppe  
 

BrdU positive Zellen 

Weder in der BT noch in der FT lassen sich signifikante Unterschiede im Verlauf der Region 

Vl von anterior nach posterior finden (Abb.15a, b). 

BrdU-S100β+-Zellen 

Nur in der FT lassen sich signifikante Unterschiede im Verlauf der Region Vl von anterior nach 

posterior finden (Friedmann ANOVA χ²(N = 9, df = 3) = 9,526, p = 0,023). 

Die Ebene A.8.25 (0,00 ± 0,00 Zellen/ mm2) unterscheidet sich im post-hoc Test von der Ebene 

A.5.50 (1,41 ± 0,47 Zellen/ mm2), wobei die Anzahl BrdU-S100β+-Zellen in der Ebene A.5.50 

signifikant größer ist (Abb.15c, d; Tabelle 20, siehe Anhang Tabelle 47).  

BrdU/NeuN positive Zellen 

Weder in der BT noch in der FT lassen sich signifikante Unterschiede im Verlauf der Region 

Vl von anterior nach posterior finden (Abb.15e, f).  
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Abb.15: Vergleich der markierten Zellen der Dreifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region Vl in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), BrdU+-

NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f)pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der ventrolateralen Region (Vl). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 47, Tabelle 

48 und Tabelle 49). 

 

DCX-positive Zellen  

Sowohl in der BT (Friedmann ANOVA χ² (N = 10, df = 3) = 14,760, p = 0,002) als auch in der 

FT (Friedmann ANOVA χ² (N = 9, df = 3) = 19,000, p <0,001) lassen sich signifikante 
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Unterschiede in der Verteilung der DCX+-Zellen pro mm2 in der Region Vl entlang der 

anterior-posterior Achse finden.  

Sowohl in der BT als auch in der FT weist nach dem post-hoc Test die Ebene A.4.25 signifikant 

weniger Zellen auf als alle anderen Ebenen (Abb.16a, b; siehe Anhang Tabelle 48).  

Trianguläre DCX+-Zellen 

Nur in der FT lassen sich signifikante Unterschiede in Bezug auf die Verteilung der triangulären 

DCX+-Zellen pro mm2 finden (Friedmann ANOVA χ² (N = 9, df = 3) = 14,302, p = 0,003).  

Die Ebene A.4.25 (4,74 ± 1,48 Zellen/ mm2) unterscheidet sich signifikant von allen anderen 

Ebenen durch eine geringere Anzahl triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 (Abb.16c, d; Tabelle 

20).  

Ovoide DCX+-Zellen 

Sowohl in der BT (Friedmann ANOVA χ² (N = 10, df = 3) = 12,840, p = 0,005) als auch in der 

FT (Friedmann ANOVA χ² (N = 9, df = 3) = 8,600, p = 0,035) lassen sich signifikante 

Unterschiede in Bezug auf die Zelldichte der DCX positiven ovoid geformten Zellen finden. 

Die Ebene A.4.25 unterscheidet sich in beiden Gruppen signifikant von den Ebenen A8.25 und 

A.6.75. In beiden Gruppen lässt sich dabei eine geringere Anzahl ovoider DCX+-Zellen pro 

mm2 in der Ebene A.4.25 finden. So beträgt die Anzahl dieser Zellart pro mm2 in der BT in der 

Ebene A.4.25 4,07 ± 0,99 Zellen/ mm2 im Vergleich zu 11,81 ± 2,37 Zellen/ mm2in der Ebene 

A.6.75 (Abb.16e, f; Tabelle 20, siehe Anhang Tabelle 49). 
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Abb.16: Vergleich der markierten Zellen der Zweifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region Vl in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der ventrolateralen Region (Vl). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 48,Tabelle 

49). 
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3.3.3 Trianguläre Region (Tr) 

 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen Versuchsgruppen 

 

Tabelle 21 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen der hippocampalen Unterregion Tr der 

verschiedenen Gruppen von anterior (A.8.25) nach posterior (A.4.25). 

 

A) KG A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 14,97 ± 2,80 7,68 ± 1,45 12,79 ± 3,19 8,77 ± 1,74 

BrdU+/ GFAP+ 9,94 ± 2,13 5,37 ± 1,50 9,85 ± 3,24 5,11 ± 1,32 

BrdU+/ NeuN+ 1,13 ± 0,41 0,91 ± 0,41 1,23 ± 0,46 1,19 ± 0,38 

DCX+ (gesamt) 1,25 ± 0,56 5,11 ± 0,74 4,84 ± 1,40 7,58 ± 2,10 

DCX+ tri 1,14 ± 0,56 2,89 ± 0,83 3,07 ± 0,85 2,61 ± 0,70 

DCX+ ovo 0,24 ± 0,12 2,26 ± 0,54 1,71 ± 0,83 4,37 ± 1,32 

 

A) BT A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 4,51 ± 1,09 5,63 ± 1,32 7,25 ± 1,42 4,01 ± 1,43 

BrdU+/ S100β+ 0,20 ± 0,14 0,58 ± 0,31 0,58 ± 0,28 0,22 ± 0,14 

BrdU+/ NeuN+ 2,38 ± 0,76 3,12 ± 1,22 4,48 ± 1,12 2,16 ± 0,88 

DCX+ (gesamt) 1,02 ± 0,47 0,89 ± 0,41 2,40 ± 1,28 1,54 ± 0,84 

DCX+ tri 0,31 ± 0,14 0,27 ± 0,16 0,17 ± 0,12 0,00 ± 0,00 

DCX+ ovo 0,72 ± 0,47 0,62 ± 0,35 2,23 ± 1,30 1,54 ± 0,84 

 

A) FT A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 3,66 ± 1,09 2,46 ± 0,89 3,01 ± 1,00 3,23 ± 1,04 

BrdU+/ S100β+ 0,46 ± 0,43 0,30 ± 0,26 0,57 ± 0,31 0,07 ± 0,07 

BrdU+/ NeuN+ 1,15 ± 0,51 1,40 ± 0,64 1,02 ± 0,34 1,66 ± 0,71 

DCX+ (gesamt) 7,80 ± 3,97 8,12 ± 3,51 7,94 ± 2,66 5,87 ± 1,90 

DCX+ tri 4,15 ± 2,03 3,25 ± 1,88 1,08 ± 0,45 1,36 ± 0,67 

DCX+ ovo 3,65 ± 1,99 4,88 ± 1,74 6,86 ± 2,73 4,51 ± 1,90 

 

Tabelle 21: MW der Region Tr in der anterior-posterior Achse  

Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen. 
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BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen pro mm2 in der Region Tr zeigt zwischen den drei Gruppen 

signifikante Unterschiede für alle Ebenen (Kruskal-Wallis-Test: A.8.25: H (2) = 6,579, p 

<0,001; A.6.75: H (2) = 6,967, p = 0,031; A.5.50: H (2) = 12,447, p = 0,002; A.4.25: H (2)= 

6,853, p = 0,033). 

Es lassen sich zwischen der KG und FT signifikante Unterschiede in der Anzahl der BrdU+-

Zellen in allen Regionen finden, wobei die Anzahl dieser Zellen in der KG die in der FT 

übersteigt. Desweiteren sind in der KG in den Regionen A.8.25, A.5.50 und A.4.25 

signifikant mehr BrdU+-Zellen pro mm2 zu finden als in der BT (Abb.17a, siehe Anhang 

Tabelle 41A). Zwischen den Trainingsgruppen lässt sich nach dem post-hoc Test nur ein 

Unterschied in Ebene A.5.50 (BT: 7,25 ± 1,42 Zellen/ mm2; FT: 3,01 ± 1,00 Zellen/ mm2) 

sehen (Tabelle 21, Abb.17a, siehe Anhang Tabelle 41A). 

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Alle Ebenen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro 

mm2 in der Region Tr im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: 

H (2) = 6,251, p = 0,044; A.8.25: H (2) = 20,414, p <0,001; A.6.75: H (2) = 14,300, p = 0,001; 

A.5.50: H (2) = 17,526, p <0,001; A.4.25: H (2) = 19,342, p <0,001). 

Es lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante Unterschiede zwischen der KG und den 

beiden Trainingsgruppen finden (Abb.17b, siehe Anhang Tabelle 41A). So liegt die Anzahl 

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen in der Region Tr in der Ebene A.5.50 bei 9,85 ± 3,24 Zellen/ 

mm2 in der KG, 0,58 ± 0,28 Zellen/ mm2 in der BT und 0,57 ± 0,31 Zellen/ mm2 in der FT ( 

Tabelle 21, siehe Anhang Tabelle 41A). Die beiden Trainingsgruppen unterscheiden sich 

nicht voneinander (Abb.17b, siehe Anhang Tabelle 41A).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 in der Region Tr zeigt zwischen den drei 

Gruppen signifikante Unterschiede nur für die Ebene A.5.50 (Kruskal-Wallis-Test: A.5.50: H 

(2) = 9,858, p = 0,007).  

Die Anzahl BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 in der BT (4,48 ± 1,12 Zellen/ mm2) ist in der 

Ebene A.5.50 signifikant höher als in der KG (1,23 ± 0,46 Zellen/ mm2) und in der FT (1,02 ± 

0,34 Zellen/ mm2) (Tabelle 21, Abb.17c, siehe Anhang Tabelle 41A).  
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DCX+-Zellen 

Zwischen den drei Versuchsgruppen bestehen signifikante Unterschiede in der Anzahl DCX+-

Zellen in der Region Tr in den Ebenen A.8.25, A.6.75 und A.4.25 (Kruskal-Wallis-Test: 

A.8.25: H (2) = 5,999, p = 0,050; A.6.75: H (2) = 11,497, p = 0,003; A.4.25: H (2) = 9,269, p 

= 0,010). 

Dabei zeigen sich nach dem post-hoc Test Unterschiede zwischen den beiden 

Trainingsgruppen in allen drei Ebenen (Abb.17d, siehe Anhang Tabelle 41B). So beträgt die 

Anzahl DCX+-Zellen in der Ebene A.8.25 4,15 ± 2,03 Zellen/ mm2 in der FT und 1,02 ± 0,47 

Zellen/ mm2 in der BT (Tabelle 21, siehe Anhang Tabelle 41B). Des Weiteren weist die BT in 

der Ebene A.6.75 (0,89 ± 0,41 Zellen/ mm2) und A.4.25 (1,54 ± 0,84 Zellen/ mm2)eine 

signifikant geringere Anzahl DCX+ Zellen pro mm2 auf als die KG (A.6.75: 5,11 ± 0,74 

Zellen/ mm2; A.4.25: 7,58 ± 2,10 Zellen/ mm2) (Tabelle 21, Abb.17d, siehe Anhang Tabelle 

41B). 

Trianguläre DCX+-Zellen  

Die Verteilung der triangulären DCX+-Zellen pro mm2 in der Region Tr zeigt zwischen den 

drei Gruppen signifikante Unterschiede für die Ebenen A.6.75, A.5.50 und A.4.25 (Kruskal-

Wallis-Test: A.6.75: H (2) = 6,569, p = 0,038; A.5.50: H (2) = 9,203, p = 0,010; A.4.25: H (2) 

= 13,332, p = 0,001). 

Nach dem post-hoc Test lassen sich diese Unterschiede zwischen der KG und BT in allen drei 

Ebenen finden (Abb.17e, siehe Anhang Tabelle 41B). Dabei sind signifikant mehr trianguläre 

DCX+-Zellen pro mm2 in der KG als in der BT zu finden. Exemplarisch lassen sich in der 

Ebene A.5.50 3,07 ± 0,85 Zellen/ mm2 in der KG verglichen zu 0,17 ± 0,12 Zellen/ mm2in der 

BT zählen (Tabelle 21, siehe Anhang Tabelle 41B). 

Ovoide DCX+-Zellen  

Zwischen den drei Gruppen zeigen sich nur für die Ebene A.6.75 signifikante Unterschiede in 

der Anzahl ovoider DCX+-Zellen in der Region Tr (Kruskal-Wallis-Test: A.6.75: H (2) = 

8,864, p = 0,012). 

Es lassen sich zwischen der BT und der KG sowie zwischen der BT und der FT signifikante 

Unterschiede nach dem post-hoc Test finden (Abb.17f, siehe Anhang Tabelle 41B). Die 

Anzahl ovoider DCX+-Zellen in der Ebene A.6.75 in der BT (0,62 ± 0,35 Zellen/ mm2) ist 

dabei geringer als in der KG (2,26 ± 0,54 Zellen/ mm2) und FT (4,88 ± 1,74 Zellen/ mm2) ( 

Tabelle 21, siehe Anhang Tabelle 41B).  
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Abb.17: Verteilung der verschiedenen Zellarten der Tr Region entlang der anterior-posterioren 
Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 41).  
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Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen Trainingsgruppen 
 

BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich in der Region Tr zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang der anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.18a, b).  

BrdU-S100β+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-S100β+-Zellen unterscheidet sich in der Region Tr zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.18c, d). 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 unterscheidet sich in der Region Tr zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.18e, f).  
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Abb.18: Vergleich der markierten Zellen der Dreifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region Tr in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), BrdU+-

NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) 

entlang der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der triangulären Region (Tr). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich. 

 

DCX+-Zellen 

Die Zahl der DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region Tr zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.19).  
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Trianguläre DCX+-Zellen 

Die Zahl der triangulärer DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region Tr zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.19).  

Ovoide DCX+-Zellen 

Die Zahl der ovoider DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region Tr zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.19). 
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Abb.19: Vergleich der markierten Zellen der Zweifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region Tr in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der triangulären Region (Tr). Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen 

signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich. 
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3.3.4 Dorsomediale Region (DMd) 

 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen Versuchsgruppen 
 
Tabelle 22 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen der hippocampalen Unterregionen DMd der 

verschiedenen Gruppen von anterior (A.9.50) nach posterior (A.4.25). 

 

A) KG A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 16,86 ± 3,78 18,98 ± 4,49 17,71 ± 3,83 21,14 ± 5,29 19,85 ± 4,25 

BrdU+/ GFAP+ 14,30 ± 3,67 14,81 ± 4,81 14,37 ± 3,50 18,47 ± 5,45 16,27 ± 4,63 

BrdU+/ NeuN+ 0,39 ± 0,17 0,78 ± 0,27 0,98 ± 0,42 0,90 ± 0,23 0,71 ± 0,35 

DCX+ (gesamt) 4,37 ± 0,92 1,01 ± 0,39 0,31 ± 0,16 0,06 ± 0,06 0,26 ± 0,16 

DCX+ tri 1,99 ± 0,76 0,17 ± 0,12 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 

DCX+ ovo 2,40 ± 0,52 0,83 ± 0,37 0,31 ± 0,16 0,06 ± 0,06 0,26 ± 0,16  

 
B) BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 2,58 ± 0,73 4,70 ± 1,17 4,18 ± 1,43 6,11 ± 1,77 3,57 ± 0,75 

BrdU+/ S100β+ 0,34 ± 0,22 0,41 ± 0,15 0,72 ± 0,37 0,33 ± 0,23 0,27 ± 0,16 

BrdU+/ NeuN+ 2,18 ± 0,53 2,06 ± 0,87 3,15 ± 1,10 4,30 ± 1,54 2,60 ± 0,60 

DCX+ (gesamt) 0,22 ± 0,21 0,57 ± 0,43 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 0,34 ± 0,28 

DCX+ tri 0,05 ± 0,05 0,08 ± 0,07 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 

DCX+ ovo 0,17 ± 0,16 0,49 ± 0,44 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00 0,34 ± 0,28 

 

C) FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 3,83 ± 1,19 8,02 ± 2,19 5,07 ± 1,57 6,21 ± 2,09 5,13 ± 2,04 

BrdU+/ S100β+ 1,18 ± 0,52 0,80 ± 0,61 0,34 ± 0,34 0,15 ± 0,15 0,00 ± 0,00 

BrdU+/ NeuN+ 1,88 ± 0,61 5,62 ± 1,90 2,30 ± 0,75 3,80 ± 1,14 2,98 ± 1,11 

DCX+ (gesamt) 6,82 ± 2,75 15,02 ± 9,65 7,47 ± 5,99 12,67 ± 5,36 0,89 ± 0,84 

DCX+ tri 1,42 ± 0,73  4,09 ± 2,97 1,79 ± 1,14 1,09 ± 0,73 0,45 ± 0,43 

DCX+ ovo 5,41 ± 2,40 10,92 ± 6,82 5,68 ± 4,92 11,58 ± 5,55 0,44 ± 0,42 

 

Tabelle 22: MW der Region DMd in der anterior-posterior Achse  

Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen. 
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BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante 

Unterschiede für alle Ebenen der Region DMd (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 9,362, p 

= 0,009; A.8.25: H (2) = 12,929, p = 0,002; A.6.75: H (2) = 12,066, p = 0,002; A.5.50: H (2) = 

9,183, p = 0,01; A.4.25: H (2) = 13,254, p = 0,001). 

Nach dem post-hoc Test zeigt sich ein signifikanter Unterschied zwischen der KG und den 

beiden Trainingsgruppen, wobei die Anzahl der BrdU+-Zellen pro mm2 in der KG in allen 

Ebenen höher ist als in der BT und FT (Abb.20a). So beträgt lassen sich beispielsweise 21,14 

± 5,29 BrdU+-Zellen pro mm2 in der Ebene A.5.50 in der KG gegenüber 6,11 ± 1,77 Zellen pro 

mm2 in der BT und 6,21 ± 2,09 Zellen pro mm2 in der FT zählen (Tabelle 22, siehe Anhang 

Tabelle 42A).  

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Alle Ebenen der Region DMd unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der BrdU+ Zellen 

pro mm2 im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 

15,231, p = 0,001; A.8.25: H (2) = 18,853, p <0,001; A.6.75: H (2) = 19,780, p <0,001; A.5.50: 

H (2) = 20,670, p <0,001; A.4.25: H (2) = 22,433, p <0,001). 

In allen Ebenen zeigt sich nach dem post-hoc Test ein signifikanter Unterschied zwischen der 

KG und der BT sowie FT (Abb.20b, siehe Anhang Tabelle 42A). Die Anzahl BrdU-

S100β/GFAP+-Zellen ist dabei in allen Fällen in der KG höher als in den beiden 

Trainingsgruppen (Tabelle 22, siehe Anhang Tabelle 42A). Zwischen den beiden 

Trainingsgruppen lassen sich dagegen keine Unterschiede finden (Abb.20b, siehe Anhang 

Tabelle 42A).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Zwischen den drei Gruppen lassen sich nur Unterschiede in den Ebenen A.9.50 und A.5.50 

hinsichtlich der Anzahl BrdU+-NeuN+-Zellen pro mm2 in der Region DMd finden (Kruskal-

Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 6,241, p = 0,04; A.5.50: H (2) = 6,333, p = 0,04). 

Nach dem post-hoc Test lassen sich diese Unterschiede in beiden Ebenen zwischen der BT und 

KG finden (Abb.20c, siehe Anhang Tabelle 42A). Die Anzahl BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 

in der BT (A.9.50: 2,18 ± 0,53 Zellen pro mm2 ; A.5.50: 4,30 ± 1,54 Zellen pro mm2) übersteigt 

dabei die in der KG (A.9.50: 0,39 ± 0,17 Zellen pro mm2 ; A.5.50: 0,90 ± 0,23 Zellen pro mm2 

(Tabelle 22, siehe Anhang Tabelle 42A). Desweiteren zeigt der Vergleich der KG und FT in 

der Ebene A.5.50 einen signifikanten Unterschied, wobei hier ebenfalls mehr BrdU+-NeuN+-
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Zellen pro mm2 in der Trainingsgruppe FT (3,80 ± 1,14 Zellen pro mm2) zu finden sind als in 

der KG (0,90 ± 0,23 Zellen pro mm2) (Tabelle 22, Abb.20c, siehe Anhang Tabelle 42A).  

DCX+-Zellen 

Die Verteilung der DCX+-Zellen pro mm2 unterscheidet sich zwischen den drei Gruppen 

signifikant für die Ebenen A.9.50, A.6.75 und A.5.50 (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 

12,972, p = 0,002; A.6.75: H (2) = 7,111, p = 0,029; A.5.50: H (2) = 17,744, p <0,001). 

Signifikante Unterschiede lassen sich zwischen den beiden Trainingsgruppen in den Ebenen 

A.9.50 und A.5.50 finden, wobei sich in der FT mehr Zellen pro mm2 finden lassen als in der 

BT (Abb.20d, siehe Anhang Tabelle 42B). So beträgt die Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 in der 

Ebene A.9.50 6,82 ± 2,75 Zellen pro mm2 in der FT im Vergleich zu 0,22 ± 0,21 Zellen pro 

mm2 in der BT (Abb.20d, siehe Anhang Tabelle 42B). Die KG (A.9.50: 4,37 ± 0,92 Zellen pro 

mm2; A.5.50: 0,06 ± 0,06 Zellen pro mm2) unterscheidet sich in der Ebene A.9.50 im Vergleich 

zur BT und in der Ebene A.5.50 zur FT (12,67 ± 5,36 Zellen pro mm2) (Tabelle 22, Abb.20d, 

siehe Anhang Tabelle 42B).  

Trianguläre DCX+-Zellen  

Die Ebenen A.9.50, A.6.75 und A.5.50 unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der 

triangulären DCX+ Zellen pro mm2 in der Region DMd im Vergleich zwischen den drei 

Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 6,967, p = 0,031; A.6.75: H (2) = 8,454, p = 

0,015; A.5.50: H (2) = 6,117, p = 0,047). 

Nach dem post-hoc Test zeigt sich ein signifikanter Unterschied zwischen der KG und BT in 

der Ebene A.9.50 (Abb.20e, siehe Anhang Tabelle 42B). Dabei zeigt sich in der Ebene A.9.50 

mit 1,99 ± 0,76 Zellen pro mm2 eine höhere Anzahl triangulärer DCX+ Zellen pro mm2 als in 

der FT (1,42 ± 0,73 Zellen pro mm2) (Abb.20e, siehe Anhang Tabelle 42B).  

 

Ovoide DCX+-Zellen  

Für die Ebenen A.9.50 und A.5.50 zeigen sich Unterschiede im Vergleich zwischen den 

Versuchsgruppen in der Region DMd (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 9,155, p = 0,01; 

A.5.50: H (2) = 14,488, p <0,001). 

Dabei lassen sich nach dem post-hoc Test in der Ebene A.9.50 in der KG (2,40 ± 0,52 Zellen 

pro mm2) signifikant mehr Zellen pro mm2 finden als in der BT (0,17 ± 0,16 Zellen pro mm2). 

In der Ebene A.5.50 unterscheidet sich die KG signifikant von der FT, wobei sich eine höhere 

Anzahl ovoider DCX+-Zellen in der FT (12,67 ± 5,36 Zellen pro mm2) als in der KG (0,06 ± 
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0,06 Zellen pro mm2) finden lässt (Tabelle 22, Abb.20f, siehe Anhang Tabelle 42B). Es 

bestehen signifikante Unterschiede zwischen den beiden Trainingsgruppen in der Ebene A.5.50 

(Abb.20f, siehe Anhang Tabelle 42B). So beträgt die Anzahl ovoider DCX+-Zellen in dieser 

Ebene 0,00 ± 0,00 Zellen pro mm2 in der BT und 12,67 ± 5,36 Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 

22, siehe Anhang Tabelle 42B).  

 

 

 

 

Abb.20: Verteilung der verschiedenen Zellarten der DMd Region entlang der anterior-
posterioren Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen. 

 



 86 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen Trainingsgruppen 
 

BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich in der Region DMd zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.21a, b). 

BrdU-S100β+-Zellen 

Die Anzahl der BrdU-S100β+-Zellen pro mm2 entlang der anterior-posterior Achse 

unterscheidet sich in der Region DMd in der FT (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 4) = 

11,012, p = 0,026). 

Dabei lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante Unterschiede zwischen der Ebene A.9.50 

und A.5.50 sowie A.4.25 finden (Abb.21c, d; siehe Anhang Tabelle 40). Die Anzahl der BrdU-

S100β+-Zellen pro mm2 in der Ebene A.9.50 (1,18 ± 0,52 Zellen pro mm2) ist dabei höher als 

in den Ebenen A.5.50 (0,15 ± 0,15 Zellen pro mm2) und A.4.25 (0,00 ± 0,00 Zellen pro mm2) 

(Tabelle 22, siehe Anhang Tabelle 40). 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-NeuN+-Zellen unterscheidet sich in der Region DMd zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.21e, f).  
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Abb.21: Verteilung der verschiedenen Zellarten der DMd Region entlang der anterior-
posterioren Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 50).  
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DCX+-Zellen 

Die Verteilung DCX+-Zellen weist entlang der anterior-posterior Achse signifikante 

Unterschiede in der Region DMd in der FT auf (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 4) = 

13,710, p = 0,008). 

Die Ebene A.4.25 (0,89 ± 0,84 Zellen pro mm2) unterscheidet sich nach dem post-hoc Test 

signifikant von den Ebenen A.5.50 (12,67 ± 5,36 Zellen pro mm2) und A.9.50 (6,82 ± 2,75 

Zellen pro mm2) durch eine geringere Anzahl DCX+-Zellen pro mm2. Die Ebene A.8.25 weist 

eine signifikanten Unterschied zur Ebene A.6.75 auf. Die Ebene A.8.25 (15,02 ± 9,65 Zellen 

pro mm2) zeigt dabei eine höhere Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 als die Ebene A.6.75 (7,47 ± 

5,99 Zellen pro mm2) (Tabelle 22; Abb.22 a,b; siehe Anhang Tabelle 51).  

Trianguläre DCX+-Zellen 

Die Zahl der triangulären DCX+-Zellen in der Region DMd unterscheidet sich zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation nur für 

die FT (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 4) = 9,560, p = 0,049). 

Nach dem post-hoc Test zeigt sich zwischen der Ebene A.9.50 und A.4.25 ein signifikanter 

Unterschied (Abb.22c,d; siehe Anhang Tabelle 52). So weist die Ebene A.4.25 (0,45 ± 0,43 

Zellen pro mm2) eine geringere Anzahl triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 als die Ebene 

A.9.50 (1,42 ± 0,73 Zellen pro mm2) in der Region DMd auf (Tabelle 22, siehe Anhang Tabelle 

52).  

Ovoide DCX+-Zellen 

Für die FT lassen sich in der Region DMd entlang der anterior-posterior Achse Unterschiede 

in der Verteilung ovoider DCX+-Zellen zeigen (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 4) = 

14,491, p = 0,006). 

Zwischen der Ebene A.4.25 und der Ebene A.9.50 sowie der Ebene A.5.50 und zwischen der 

Ebene A.5.50 und der Ebene A.6.75 lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante 

Unterschiede finden (Abb.22e, f; siehe Anhang Tabelle 53). Dabei ist die Anzahl ovoider 

DCX+-Zellen pro mm2 in der Ebene A.4.25 (0,44 ± 0,42 Zellen pro mm2) geringer als in den 

Ebenen A.9.50 (5,41 ± 2,40 Zellen pro mm2) und A.5.50 (11,58 ± 5,55 Zellen pro mm2). In der 

Ebene A.5.50 sind mehr ovoide DCX+-Zellen pro mm2 im Vergleich zu der Ebene A.6.75 (5,68 

± 4,92 Zellen pro mm2) zu finden (Tabelle 22, siehe Anhang Tabelle 53).  
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Abb.22: Verteilung der verschiedenen Zellarten der DMd Region entlang der anterior-
posterioren Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 51, Tabelle 52 und Tabelle 53).  
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3.3.5 Dorsoventrale Region (DMv) 

 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen Versuchsgruppen  
 
Tabelle 23 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen der hippocampalen Unterregionen DMv der 

verschiedenen Gruppen von anterior (A.9.50) nach posterior (A.4.25). 

 

A) KG A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 15,67 ± 3,57 13,88 ± 2,04 10,31 ± 1,63 14,24 ± 3,44 18,11 ± 5,76 

BrdU+/ GFAP+ 11,21 ± 3,11 8,18 ± 1,36 5,86 ± 1,68 10,61 ± 3,49 13,75 ± 5,86 

BrdU+/ NeuN+ 1,76 ± 0,73 0,95 ± 0,33 1,84 ± 0,51 1,95 ± 0,43 1,27 ± 0,53 

DCX+ (gesamt) 26,17 ± 3,03 30,10 ± 3,82 28,69 ± 4,29 27,91 ± 5,06 19,60 ± 3,86 

DCX+ tri 11,71 ± 1,51 13,84 ± 1,35  12,01 ± 1,32 10,21 ± 1,16 4,29 ± 1,32 

DCX+ ovo 15,05 ± 2,84 16,23 ± 3,02 16,62 ± 3,66 17,71 ± 4,39 15,28 ± 2,82 

 
B) BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 6,03 ± 2,08 6,18 ± 1,02 5,72 ± 1,11 6,01 ± 1,38 5,20 ± 1,30 

BrdU+/ S100β+ 0,12 ± 0,12 0,49 ± 0,14 0,38 ± 0,19 0,68 ± 0,32 0,25 ± 0,11 

BrdU+/ NeuN+ 4,68 ± 2,06 3,80 ± 0,89 4,32 ± 0,97 3,30 ± 0,47 4,02 ± 1,40 

DCX+ (gesamt) 4,99 ± 1,41 3,15 ± 0,90 1,23 ± 0,46 1,34 ± 0,56 0,11 ± 0,08 

DCX+ tri 1,05 ± 0,69 0,85 ± 0,46 0,64 ± 0,27 0,26 ± 0,14  0,00 ± 0,00 

DCX+ ovo 3,77 ± 0,97  2,30 ± 0,51 0,60 ± 0,35 1,08 ± 0,56 0,11 ± 0,08 

 

C) FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

BrdU+ 4,54 ± 1,33 7,97 ± 1,94 4,59 ± 1,08 3,98 ± 1,16 2,60 ± 1,16 

BrdU+/ S100β+  1,95 ± 1,33 0,67 ± 0,50 0,26 ± 0,12 0,13 ± 0,10 0,27 ± 0,14 

BrdU+/ NeuN+ 2,51 ± 0,84 5,63 ± 1,29 3,61 ± 1,03 1,98 ± 0,64 1,67 ± 0,42 

DCX+ (gesamt) 16,63 ± 5,35 11,81 ± 3,60 13,25 ± 3,56 10,95 ± 4,28 5,61 ± 1,75 

DCX+ tri 7,07 ± 2,52 3,34 ± 1,42 2,83 ± 0,72 1,30 ± 0,63 0,80 ± 0,43 

DCX+ ovo 9,56 ± 3,13 8,47 ± 2,49 10,42 ± 3,12 9,65 ± 4,30 4,81 ± 1,47 

Tabelle 23: MW der Region DMv in der anterior-posterior Achse  

Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen. 
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BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante 

Unterschiede für alle Ebenen der Region DMv (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 6,846, p 

= 0,033; A.8.25: H (2) = 8,607, p = 0,014; A.6.75: H (2) = 8,783, p = 0,012; A.5.50: H (2) = 

10,349, p = 0,006; A.4.25: H (2) = 10,687, p = 0,005). 

Es lassen sich zwischen der KG und BT in allen Ebenen signifikante Unterschiede nach dem 

post-hoc Test finden. Die KG und BT unterscheiden sich in allen Ebenen mit Ausnahme der 

Ebene A.8.25 (Abb.23a, siehe Anhang Tabelle 43A). In beiden Fällen sind in der KG mehr 

BrdU+-Zellen pro mm2 als in den Trainingsgruppen zu zählen. So weist in der Ebene A.4.25 

die KG 18,11 ± 5,76 Zellen pro mm2 im Vergleich zu 5,20 ± 1,30 Zellen pro mm2 in der BT 

und 2,60 ± 1,16 Zellen pro mm2 in der FT auf (Tabelle 23, siehe Anhang Tabelle 43A). 

Zwischen den beiden Trainingsgruppen lassen sich keine signifikanten Unterschiede finden 

(Abb.23a, siehe Anhang Tabelle 43A).  

 

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Alle Ebenen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der BrdU-S100β/GFAP + Zellen pro 

mm2 in der Region DMv im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: 

A.9.50: H (2) = 16,435, p <0,001; A.8.25: H (2) = 17,648, p <0,001; A.6.75: H (2) = 17,131, p 

<0,001; A.5.50: H (2) = 18,838, p <0,001; A.4.25: H (2) = 16,835, p <0,001). 

Die KG unterscheidet sich nach dem post-hoc Test in allen Ebenen der Region DMv von den 

beiden Trainingsgruppen signifikant in der Anzahl der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen (Abb.23b, 

siehe Anhang Tabelle 43B). Dabei lassen sich in der KG in jeder Ebene mehr BrdU-

S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 zählen als in der BT und in der FT. So liegt die Anzahl BrdU-

S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 in der Region DMv in der Ebene A.4.25 bei 13,75 ± 5,86 in der 

KG, in der BT nur bei 0,25 ± 0,11 und bei 0,27 ± 0,14 in der FT (Tabelle 23, siehe Anhang 

Tabelle 43B). Die beiden Trainingsgruppen unterscheiden sich nur in der Ebene A.9.50 

voneiander, wobei in dieser Ebene mehr BrdU-S100β+-Zellen in der FT (1,95 ± 1,33) als in der 

BT (0,12 ± 0,12) zu zählen sind (Tabelle 23, Abb.23b, siehe Anhang Tabelle 43b).   

 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Verteilung BrdU-NeuN+-Zellen zeigt nur in der Ebene A.8.25 in der Region DMv 

Unterschiede zwischen den drei Versuchsgruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.8.25: H (2) = 

11,024, p = 0,004).  



 92 

Die KG unterscheidet sich in der Ebene A.8.25 in der Anzahl BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 

von den beiden Trainingsgruppen, wobei in der KG (0,95 ± 0,33 Zellen pro mm2) weniger 

BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 als in der BT (3,80 ± 0,89 Zellen pro mm2) und der FT (5,63 ± 

1,29 Zellen pro mm2) zu finden sind (Tabelle 23, Abb.23c, siehe Anhang Tabelle 43A).  

DCX+-Zellen 

In allen Ebenen der anterior-posterior Achse der Hippocampusformation lassen sich 

Unterschiede in der Anzah DCX+-Zellen in der Region DMv im Vergleich zwischen den drei 

Gruppen finden (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 14,600, p = 0,001; A.8.25: H (2) = 

19,589, p <0,001; A.6.75: H (2) = 21,525, p <0,001; A.5.50: H (2) = 16,757, p <0,001; A.4.25: 

H (2) = 20,211, p <0,001). 

Die Verteilung der DCX+-Zellen weist in allen Ebenen nach dem post-hoc Test signifikante 

Unterschiede zwischen der KG und der BT, der KG und der FT, sowie der BT und der FT auf 

(Abb.23d, siehe Anhang Tabelle 43B). Dabei zeigt sich in allen Ebenen in der KG eine höhere 

Anzahl DCX+ Zellen pro mm2 als in den Trainingsgruppen und in der BT eine geringere Anzahl 

DCX+ Zellen pro mm2 als in der KG und der FT. Exemplarisch liegt die Anzahl DCX+ Zellen 

pro mm2 in der Ebene A.8.25 bei 30,10 ± 3,82 Zellen pro mm2 in der KG, 3,15 ± 0,90 Zellen 

pro mm2 in der BT und 11,81 ± 3,60 Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 23, Abb.23d, siehe 

Anhang Tabelle 43B).  

Trianguläre DCX+-Zellen  

Die Verteilung der triangulären DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region DMv in allen 

Regionen zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 10,261, p =0,006; 

A.8.25: H (2) = 17,668, p <0,001; A.6.75: H (2) = 20,988, p <0,001; A.5.50: H (2) = 19,247, p 

<0,001; A.4.25: H (2) = 15,995, p <0,001). 

Die KG weist signifikante Unterschiede zu der BT nach dem post-hoc Test in jeder Ebene auf, 

wobei die Anzahl der triangulären DCX+-Zellen pro mm2 in der KG, in jeder Ebene die der BT 

übersteigt (Abb.23e, siehe Anhang Tabelle 43B). So beträgt die Anzahl dieser Zellen 

beispielsweise in der Ebene A.8.25 13,84 ± 1,35 Zellen pro mm2 in der KG und 3,34 ± 1,42 

Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 23, siehe Anhang Tabelle 43B). Ebenso lassen sich in der 

KG signifikante Unterschiede zur FT in den Ebenen A.8.25, A.6.75, A.5.50 und A.4.25 finden. 

Auch in diesem Vergleich lässt sich in der KG eine höhere Anzahl triangulärer DCX+-Zellen 

pro mm2 als in der Trainingsgruppe finden (Abb.23e, siehe Anhang Tabelle 43B). Die beiden 

Trainingsgruppen unterscheiden sich hingegen nur in der Ebene A.6.75. So liegt die Anzahl 

triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 in dieser Ebene bei 0,64 ± 0,27 Zellen pro mm2 in der BT 
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und bei 2,83 ± 0,72 Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 23, Abb.23e, siehe Anhang Tabelle 

43B).  

Ovoide DCX+-Zellen  

Alle Ebenen unterscheiden sich signifikant in der Anzahl der ovoiden DCX+ Zellen pro mm2 

in der Region DMv im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H 

(2) = 11,541, p = 0,003; A.8.25: H (2) = 17,176, p <0,001; A.6.75: H (2) = 19,759, p <0,001; 

A.5.50: H (2) = 14,748, p <0,001; A.4.25: H (2) = 19,973, p <0,001). 

Zwischen der BT und KG und zwischen der BT und FT lassen sich in allen Ebenen nach dem 

post-hoc Test signifikante Unterschiede finden (Abb.23f, siehe Anhang Tabelle 43B). Dabei 

lassen sich in der BT weniger ovoide DCX+-Zellen pro mm2 als in der KG und der FT finden 

(Tabelle 23, siehe Anhang Tabelle 43B). Zudem lassen sich in der KG in der Ebene A.8.25 und 

Ebene A.4.25 signifikant weniger ovoide DCX+-Zellen pro mm2 als in der FT zählen (Tabelle 

23, Abb.23f, siehe Anhang Tabelle 43B).  
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Abb.23: Verteilung der verschiedenen Zellarten der DMv Region entlang der anterior-
posterioren Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 43).  
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Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen Trainingsgruppen 
 

BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich in der Region DMv zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.24a, b).  

BrdU-S100β+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-S100β+-Zellen unterscheidet sich in der Region DMv zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.24c, d).  

BrdU-NeuN+-Zellen  

Die Verteilung der BrdU-NeuN+-Zellen zeigt für die FT signifikante Unterschiede entlang der 

anterior-posterior Achse für die Region DMv (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 4) = 

11,056, p = 0,026).  

Dabei zeigen sich diese Unterschiede nach dem post-hoc Test zwischen der Ebene A.8.25 und 

den Ebenen A.9.50, A.5.50 und A.4.25 (Abb.24e, f; siehe Anhang Tabelle 54). Die Anzahl 

BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 in der Ebene A.8.25 ist dabei höher als in den drei Ebenen und 

beträgt beispielsweise für die Ebene A.4.25 1,67 ± 0,42 Zellen pro mm2 im Vergleich zu 5,63 

± 1,29 Zellen pro mm2 in der Ebene A.8.25 (Tabelle 23, siehe Anhang Tabelle 54).  
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Abb.24: Vergleich der markierten Zellen der Dreifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region DMv in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-

Trainingsgruppe (b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(d), BrdU+-NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f)pro mm2 

(MW± SE) entlang der anterior-posterior Achse A.8.25 bis A.4.25 der ventralen dorsomedialen Region (DMv). 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe 

Anhang Tabelle 53). 
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DCX+-Zellen 

Innerhalb der Trainingsgruppen lassen sich für die Verteilung der DCX+-Zellen entlang der 

anterior-posterior Achse in der Region DMv nur Unterschiede in der BT finden (Friedman 

ANOVA: BT χ²(N = 10, df = 4) = 15,071, p = 0,005). 

Dabei lassen sich in der Ebene A.4.25 nach dem post-hoc Test signifikant weniger DCX+-

Zellen pro mm2 Zellen finden als in allen anderen Ebenen. Dazu unterscheidet sich die Ebene 

A.9.50 (4,99 ± 1,41 Zellen pro mm2) von den Ebenen A.6.75 (1,23 ± 0,46 Zellen pro mm2)und 

A.5.50 (1,34 ± 0,56 Zellen pro mm2), wobei mehr Zellen pro mm2 in der Ebene A.9.50 als in 

den beiden anderen Ebenen zu finden sind (Abb.25a, b; Tabelle 23, siehe Anhang Tabelle 55).  

Trianguläre DCX+-Zellen 

Die Zahl der triangulären DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region DMv zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.25c, d). 

Ovoide DCX+-Zellen 

Die BT weist im Gegensatz zur FT Unterschiede in der Anzahl ovoider DCX+-Zellen pro mm2 

in der Region DMv entlang des anterior-posterior Verlaufs auf (Friedman ANOVA: BT χ²(N = 

10, df = 4) = 18,684, p = 0,001). 

Zwischen den Ebenen A.9.50 und den Ebenen A.6.75, A.5.50 und A.4.25 zeigen sich nach dem 

post-hoc Test signifikante Unterschiede. Ebenso unterscheidet sich die Ebene A.8.25 von en 

Ebenen A.6.75 und A.4.25 (Abb.25e, f; siehe Anhang Tabelle 56). Die Zellzahl pro mm2 in den 

Ebenen A.9.50 (3,77 ± 0,97 Zellen pro mm2) und A.8.25 (2,30 ± 0,51 Zellen pro mm2) ist dabei 

höher als in den verglichenen Ebenen, wie beispielsweise in der Ebene A.4.25 (0,11 ± 0,08 

Zellen pro mm2) (Abb.25e, f; siehe Anhang Tabelle 56).  
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Abb.25: Vergleich der markierten Zellen der Zweifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region DMv in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) 

entlang der anterior-posterior Achse A.9.50 bis A.4.25 der ventralen dorsomedialen Region (DMv). Die Sterne 

(*: p <0,05) kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang 

Tabelle 55, Tabelle 56). 
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3.3.6 Dorsolaterale Region (DLd) 

 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen Versuchsgruppen 
 
Tabelle 24 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen der hippocampalen Unterregionen DLd der 

verschiedenen Gruppen von anterior (A.9.50) nach posterior (A.5.50). 

 

A) KG A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 

BrdU+ 13,35 ± 3,33 15,72 ± 3,49 13,21 ± 1,59 24,64 ± 11,08 

BrdU+/ GFAP+ 9,42 ± 2,56 10,21 ± 2,71 8,73 ± 1,76 20,63 ± 10,47 

BrdU+/ NeuN+ 1,45 ± 0,62 1,33 ± 0,29 1,30 ± 0,36 1,22 ± 0,61 

DCX+ (gesamt) 55,84 ± 6,82 58,81 ± 5,16 54,93 ± 5,31 64,05 ± 10,39 

DCX+ tri 22,09 ± 2,49 23,37 ± 2,50 19,04 ± 1,60 18,21 ± 3,40 

DCX+ ovo 33,77 ± 7,57 34,93 ± 6,35 35,64 ± 5,71 45,98 ± 9,53 

 

B) BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 

BrdU+ 3,09 ± 0,82 5,37 ± 1,10 4,70 ± 1,28 3,86 ± 0,98 

BrdU+/ S100β+ 0,34 ± 0,22 0,13 ± 0,13 0,80 ± 0,40 0,70 ± 0,37 

BrdU+/ NeuN+ 1,86 ± 0,51 3,85 ± 0,78 3,49 ± 1,17 2,78 ± 0,74 

DCX+ (gesamt) 2,83 ± 1,06 2,61 ± 1,03 2,14 ± 0,96 1,40 ± 0,91 

DCX+ tri 0,65 ± 0,27 0,38 ± 0,24 0,67 ± 0,42 0,37 ± 0,35 

DCX+ ovo 2,18 ± 0,85 2,23 ± 0,90 1,47 ± 0,77 1,03 ± 0,65 

 

C) FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 

BrdU+ 6,06 ± 1,76 9,33 ± 2,37 6,35 ± 2,22 6,91 ± 1,67 

BrdU+/ S100β+ 0,97 ± 0,46 0,84 ± 0,53 0,49 ± 0,26 1,22 ± 0,68 

BrdU+/ NeuN+ 4,54 ± 1,27 6,87 ± 1,79 4,49 ± 1,70 2,63 ± 0,91 

DCX+ (gesamt) 19,36 ± 2,60 20,51 ± 2,59 16,46 ± 2,38 18,69 ± 4,98 

DCX+ tri 7,13 ± 1,20 7,22 ± 1,74 3,40 ± 1,06 4,62 ± 1,32 

DCX+ ovo 12,22 ± 1,96 13,30 ± 2,34 13,06 ± 2,52 14,07 ± 4,79 

Tabelle 24: MW der Region DLd in der anterior-posterior Achse  
Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen. 
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BrdU+-Zellen 

Die Verteilung der BrdU+-Zellen zeigt zwischen den drei Gruppen signifikante Unterschiede 

für alle getesteten Ebenen der Region DLd (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 8,525, p = 

0,014; A.8.25: H (2) = 8,510, p = 0,014; A.6.75: H (2) = 9,621, p = 0,008; A.5.50: H (2) = 

9,346, p = 0,009).  

Zwischen der KG und der BT lassen sich in allen vier Ebenen nach dem post-hoc Test 

Unterschiede finden, wobei in der KG mehr BrdU+-Zellen pro mm2 als in der BT zu finden 

sind (Abb.26a). So liegt die Anzahl BrdU+-Zellen pro mm2 in der Ebene A.5.50 bei 24,64 ± 

11,08 Zellen pro mm2 in der KG verglichen zu 3,86 ± 0,98 Zellen pro mm2 in der BT (Tabelle 

24). In der Ebene A.6.75 sind signifikant mehr Zellen pro mm2 in der KG (13,21 ± 1,59 Zellen 

pro mm2) als der FT (6,35 ± 2,22 Zellen pro mm2) zu zählen (Tabelle 24, Abb.26a).  

 

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Für alle Ebenen lassen sich Unterschiede in der Anzahl der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro 

mm2 in der Region DLd entlang der anterior-posterior Achse zwischen den drei Gruppen finden 

(Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 15,455, p <0,001; A.8.25: H (2) = 19,621, p <0,001; 

A.6.75: H (2) = 17,935, p <0,001; A.5.50: H (2) = 12,736, p = 0,002; A.4.25: H (2) = 7,971, p 

= 0,019). 

In allen Ebenen übersteigt die Anzahl der der BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 in der KG 

die in den beiden Trainingsgruppen (Abb.26b). In der Ebene A.8.25 liegt so die Anzahl BrdU-

S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 bei 10,21 ± 2,71 Zellen pro mm2 in der KG, 0,13 ± 0,13 Zellen 

pro mm2 in der BT und 0,84 ± 0,53 Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 24).  

 

BrdU-NeuN+-Zellen 

Nur die Ebene A.8.25 weist Unterschiede in der Verteilung der BrdU-NeuN+-Zellen entlang 

der anterior-posterior Achse in der Region DLd im Gruppenvergleich auf (Kruskal-Wallis-Test: 

A.8.25: H (2) = 9,522, p = 0,009). 

In dieser Ebene lässt sich nach dem post-hoc Test eine signifikant geringere Anzahl BrdU-

NeuN+-Zellen pro mm2 in der KG (1,33 ± 0,29 Zellen pro mm2) im Vergleich zu den beiden 

Trainingsgruppen BT (3,85 ± 0,78 Zellen pro mm2) und FT (6,87 ± 1,79 Zellen pro mm2) finden 

(Tabelle 24, Abb.26c , siehe Anhang Tabelle 57). 
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DCX+-Zellen 

Alle Ebenen unterscheiden sich in der Region DLd signifikant in der Anzahl der DCX+ Zellen 

pro mm2 im Vergleich zwischen den drei Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 

24,380, p <0,001; A.8.25: H (2) = 24,964, p <0,001; A.6.75: H (2) = 23,955, p <0,001; A.5.50: 

H (2) = 23,941, p <0,001). 

Es zeigen sich nach dem post-hoc Test für alle Ebenen signifikante Unterschiede zwischen der 

KG und den beiden Trainingsgruppen, sowie zwischen den beiden Trainingsgruppen selbst 

(Abb.26d). Dabei ist die Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 in der KG größer als in den 

Trainingsgruppen und die Anzahl dieser Zellen in der FT größer als in der BT. In der Ebene 

A.5.50 lassen sich so 64,05 ± 10,39 Zellen pro mm2 in der KG, 1,40 ± 0,91 Zellen pro mm2 in 

der BT und 18,69 ± 4,98 Zellen pro mm2 in der FT zählen (Tabelle 24).  

 

Trianguläre DCX+-Zellen  

Es lassen sich zwischen den drei Versuchsgruppen in allen Ebenen entlang der anterior-

posterior Achse in der Region DLd Unterschiede in der Verteilung der traingulären DCX+-

Zellen finden (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 23,776, p <0,001; A.8.25: H (2) = 22,600, 

p <0,001; A.6.75: H (2) = 21,298, p <0,001; A.5.50: H (2) = 20,553, p <0,001). 

Alle Gruppen unterscheiden sich in allen Ebenen nach dem post-hoc Test signifikant (Abb.26e, 

siehe Anhang Tabelle 57). Dabei ist die Anzahl triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 analog zur 

Verteilung der Gesamtanzahl DCX-Zellen in den vier Ebenen im Vergleich in der KG am 

größten und in der BT am geringsten. Für die Ebene A.8.25 lassen sich demnach eine 

durchschnittliche Anzahl von 23,37 ± 2,50 Zellen pro mm2 in der KG, 7,22 ± 1,74 Zellen pro 

mm2 in der FT und 0,38 ± 0,24 Zellen pro mm2 in der BT zeigen (Tabelle 24, siehe Anhang 

Tabelle 57).  

 

Ovoide DCX+-Zellen  

Alle Ebenen entlang der anterior-posterior Achse in der Region DLd unterscheiden sich 

signifikant in der Anzahl der ovoiden DCX+ Zellen pro mm2 im Vergleich zwischen den drei 

Gruppen (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 19,107, p <0,001; A.8.25: H (2) = 20,193, p 

<0,001; A.6.75: H (2) = 21,525, p <0,001; A.5.50: H (2) = 20,432, p <0,001). 

Auch hier unterscheiden sich nach dem post-hoc Test alle drei Gruppen in allen Ebenen 

voneinander durch eine höhere Anzahl ovoider DCX+ Zellen pro mm2 in der KG als in den 

Trainingsgruppen und einer geringeren Anzahl dieser Zellart in der BT im Vergleich zur FT. 
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So liegt in der Ebene A.5.50 die Anzahl ovoider DCX+ Zellen pro mm2 in der KG bei 45,98 ± 

9,53 Zellen pro mm2, in der BT bei 1,03 ± 0,65 Zellen pro mm2 und in der FT bei 14,07 ± 4,79 

Zellen pro mm2 (Tabelle 24, Abb.26f, siehe Anhang Tabelle 57).  

 

 

 

 

Abb.26: Verteilung der verschiedenen Zellarten der DLd Region entlang der anterior-
posterioren Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen.  
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Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen Trainingsgruppen 
 

BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLd zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.27a, b).  

BrdU-S100β+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-S100β+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLd zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.27c, d).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Nur innerhalb der FT zeigen sich Unterschiede in der Verteilung der BrdU-NeuN+-Zellen 

entlang der anterior-posterior Achse (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 9, df = 3) = 8,163, p = 

0,043). 

Dabei zeigt sich im post-hoc Test eine signifikant höhere Anzahl BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 

in der Ebene A.8.25 (6,87 ± 1,79 Zellen pro mm2) als in der Ebene A.5.50 (2,63 ± 0,91 Zellen 

pro mm2) (Abb.27e, f; Tabelle 24, siehe Anhang Tabelle 57).  
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Abb.27: Vergleich der markierten Zellen der Dreifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region DLd in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 
Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), BrdU+-

NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f)pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.9.50 bis A.4.25 der dorsalen dorsolateralen Region (DLd). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 57). 
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DCX+-Zellen 

Die Zahl der DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLd zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.28a, b).  

Trianguläre DCX+-Zellen 

Es lassen sich Unterschiede in der Anzahl triangulärer DCX+-Zellen pro mm2 in der FT jedoch 

nicht in der BT entlang der anterior-posterior Achse der Region DLd finden (Friedman 

ANOVA: FT (χ²(N = 10, df = 3) = 11,235, p = 0,011). 

Dabei zeigen sich nach dem post-hoc Test diese Unterschiede zwischen der Ebene A.8.25 

(20,51 ± 2,59 Zellen pro mm2) und den Ebenen A.6.75 (16,46 ± 2,38 Zellen pro mm2) und 

A.5.50 (18,69 ± 4,98 Zellen pro mm2). Die Anzahl der DCX+-Zellen pro mm2 ist dabei in 

beiden Fällen in der Ebene A.8.25 größer (Tabelle 24, Abb.28c, d; siehe Anhang Tabelle 58).  

Ovoide DCX+-Zellen 

Die Zahl der ovoider DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLd zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.28e, f).  
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Abb.28: Vergleich der markierten Zellen der Zweifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region DLd in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.9.50 bis A.4.25 der dorsalen dorsolateralen Region (DLd). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 44B). 
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3.3.7 Dorsolaterale Region (DLv) 

 

Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen zwischen den einzelnen Versuchsgruppen 

 

Tabelle 25 zeigt die durchschnittlichen Zellzahlen der hippocampalen Unterregionen DLv der 

verschiedenen Gruppen von anterior (A.9.50) nach posterior (A.4.25). 

  

A) KG A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 

BrdU+ 21,73 ± 4,52 18,93 ± 3,08 16,01 ± 3,03 15,94 ± 4,01 

BrdU+/ GFAP+ 15,65 ± 3,80 9,15 ± 1,50 6,45 ± 1,89 8,91 ± 3,61 

BrdU+/ NeuN+ 2,92 ± 0,89 3,12 ± 0,71 5,44 ± 2,09 5,23 ± 1,57 

DCX+ (gesamt) 63,03 ± 5,42 68,25 ± 6,97 71,98 ± 10,26 65,58 ± 6,91 

DCX+ tri 23,76 ± 2,15 25,21 ± 2,12 22,82 ± 2,83 21,60 ± 3,47 

DCX+ ovo 39,14 ± 7,33 42,96 ± 7,82 49,12 ± 9,74 44,19 ± 7,10 

 

B) BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 

BrdU+ 9,73 ± 2,53 14,63 ± 3,41 11,92 ± 3,13 5,84 ± 1,56 

BrdU+/ S100β+ 0,37 ± 0,19 0,62 ± 0,27 1,31 ± 0,70 0,00 ± 0,00 

BrdU+/ NeuN+ 7,73 ± 2,25 10,62 ± 2,91 8,23 ± 2,26 4,71 ± 1,08 

DCX+ (gesamt) 6,70 ± 1,63 4,61 ± 1,20 8,12 ± 2,19 4,02 ± 1,10 

DCX+ tri 1,65 ± 0,55 1,05 ± 0,50 2,14 ± 0,77 0,51 ± 0,33 

DCX+ ovo 5,04 ± 1,33 4,09 ± 0,83 5,98 ± 1,71 3,52 ± 1,04 

 

C) FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 

BrdU+ 9,48 ± 2,48 10,81 ± 1,02 11,09 ± 4,16 9,32 ± 2,64 

BrdU+/ S100β+ 0,79 ± 0,38 0,25 ± 0,16 0,11 ± 0,11 0,23 ± 0,14 

BrdU+/ NeuN+ 6,94 ± 1,34 6,41 ± 1,53 8,11 ± 2,67 6,61 ± 2,29 

DCX+ (gesamt) 26,10 ± 5,69 29,55 ± 4,23 18,71 ± 2,96 28,22 ± 7,86 

DCX+ tri 10,75 ± 3,25 10,64 ± 1,80 6,13 ± 1,44 6,99 ± 2,48 

DCX+ ovo 15,35 ± 3,04 18,92 ± 3,22 12,58 ± 2,09 21,24 ± 6,49 

Tabelle 25: MW der Region DLv in der anterior-posterior Achse  

Tabellarische Darstellung der der durchschnittlichen Zellzahlen pro mm2 (MW ± SE) der Kontrollgruppe (A), 

Box-Trainingsgruppe (B) und Freiflug-Trainingsgruppe (C). Die Zeilen zeigen die sechs verschiedenen Zellarten 

an: BrdU positive, BrdU/ S100β (oder GFAP) positive, BrdU/ NeuN positive, DCX positive, triangulär geformte 

DCX positive und ovoid geformte DCX positive Zellen. 
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BrdU+-Zellen 

Zwischen den drei Versuchsgruppen lassen sich für die Region DLv keine Unterschiede in der 

Anzahl der BrdU+-Zellen pro mm2 entlang der anterior-posterior Achse finden (Abb.29a, siehe 

Anhang Tabelle 45A). 

BrdU-S100β/GFAP+-Zellen 

Für alle Ebenen zeigen sich Unterschiede in der Anzahl BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 

im Vergleich der drei Gruppen entlang der anterior-posterior Achse (Kruskal-Wallis-Test: 

A.9.50: H (2) = 15,990, p <0,001; A.8.25: H (2) = 19,408, p <0,001; A.6.75: H (2) = 14,551, p 

<0,001; A.5.50: H (2) = 18,300, p <0,001). 

Für alle Ebenen lassen sich dabei Unterschiede zwischen der KG und den beiden 

Trainingsgruppen finden, wobei die Anzahl BrdU-S100β/GFAP+-Zellen pro mm2 in der KG 

größer ist als in der BT und FT. In der Ebene A.9.50 lassen sich dementsprechend 

durchschnittlich 9,42 ± 2,56 Zellen pro mm2 in der KG gegenüber 0,34 ± 0,22 Zellen pro mm2 

in der BT und 0,97 ± 0,46 Zellen pro mm2 in der FT zählen (Tabelle 25, Abb.29b, siehe Anhang 

Tabelle 45A).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Zwischen den drei Versuchsgruppen lassen sich für die Region DLv keine Unterschiede in der 

Anzahl der BrdU-NeuN+-Zellen pro mm2 entlang der anterior-posterior Achse finden 

(Abb.29c, siehe Anhang Tabelle 45A).  

DCX+-Zellen 

Alle Ebenen entlang der anterior-posterior Achse der Region DLv unterscheiden sich im 

Gruppenvergleich in der Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 

20,436, p <0,001; A.8.25: H (2) = 22,561, p <0,001; A.6.75: H (2) = 21,194, p <0,001; A.5.50: 

H (2) = 20,704, p <0,001). 

Nach dem post-hoc Test zeigen sich signifikante Unterschiede zwischen der KG und den beiden 

Trainingsgruppen, sowie zwischen den beiden Trainingsgruppen selbst in allen Ebenen 

(Abb.29d, siehe Anhang Tabelle 45B). Hierbei ist die Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 in der KG 

größer als in der BT und FT und die Anzahl dieser Zellart in der FT größer als in der BT und 

beträgt exemplarisch in der Ebene A.9.50 55,84 ± 6,82 Zellen pro mm2 in der KG, 2,83 ± 1,06 

Zellen pro mm2 in der BT und 19,36 ± 2,60 Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 25, siehe Anhang 

Tabelle 45B).  
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Trianguläre DCX+-Zellen  

Für die Region DLv zeigen sich in allen Ebenen Unterschiede in der Verteilung der triangulären 

DCX+-Zellen entlang der anterior-posterior Achse (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 

17,180, p <0,001; A.8.25: H (2) = 22,630, p <0,001; A.6.75: H (2) = 20,101, p <0,001; A.5.50: 

H (2) =; A.4.25: H (2) = 18,339, p <0,001). 

Dabei unterscheiden sich in jeder Ebene die KG von der BT und FT, sowie die BT von der FT 

signifikant nach dem post-hoc Test (Abb.29e, siehe Anhang Tabelle 45B). Die Anzahl der 

triangulären DCX+-Zellen pro mm2 ist dabei in allen Vergleichen in der KG größer als in den 

Trainingsgruppen und in der BT kleiner als in der FT (Tabelle 25, siehe Anhang Tabelle 45B).  

Ovoide DCX+-Zellen  

Die Verteilung der ovoiden DCX+-Zellen pro mm2 zeigt zwischen den drei Gruppen 

Unterschiede in allen Ebenen der Region DLv (Kruskal-Wallis-Test: A.9.50: H (2) = 16,488, p 

<0,001; A.8.25: H (2) = 19,540, p <0,001; A.6.75: H (2) = 19,562, p <0,001; A.5.50: H (2) = 

19,317, p <0,001). 

Auch hier lassen sich nach dem post-hoc Test signifikante Unterschiede zwischen der KG und 

der BT und FT, sowie der BT und FT finden, wobei die Anzahl ovoider DCX+-Zellen pro mm2 

in der KG größer ist als in den Trainingsgruppen und in der BT kleiner ist als in den beiden 

Vergleichsgruppen. So finden sich in der Ebene A.6.75 35,64 ± 5,71 Zellen pro mm2 in der KG, 

1,47 ± 0,77 Zellen pro mm2 in der BT und 13,06 ± 2,52 Zellen pro mm2 in der FT (Tabelle 25, 

Abb.29f, siehe Anhang Tabelle 45B).  
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Abb.29: Verteilung der verschiedenen Zellarten der DLv Region entlang der anterior-posterioren 
Achse  

Durchschnittliche Anzahl der Zellen pro mm2 (MW±SE) der Kontrollgruppe (KG), Box-Trainingsgruppe (BT) 

und Freiflug-Trainingsgruppe (FT) in vier unterschiedlichen Ebenen von anterior nach posterior. Dabei ist in 

Abbildung a) die Verteilung der BrdU positiven Zellen, in b) der BrdU/S100β (GFAP), in c) der BrdU/NeuN, in 

d) der DCX positiven, in e) der triangulären DCX positiven und in f) der ovoiden DCX positiven Zellen dargestellt. 

Die Sterne (*: p <0,05) kennzeichnen signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Gruppen (siehe 

Anhang Tabelle 45).  
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Vergleich der Anzahl neu entstandener Zellen innerhalb der einzelnen Trainingsgruppen 
 

BrdU+-Zellen 

Die Zahl der BrdU+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLv zwischen den verschiedenen 

Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.30a,b).  

BrdU-S100β+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-S100β+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLv zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.30c,d).  

BrdU-NeuN+-Zellen 

Die Zahl der BrdU-NeuN+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLv zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.30e,f).  
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Abb.30: Vergleich der markierten Zellen der Dreifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region DLv in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

Durchschnittliche Anzahl der BrdU+- Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), BrdU+-S100β+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), BrdU+-

NeuN+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) 

entlang der anterior-posterior Achse A.9.50 bis A.4.25 der ventrale dorsolaterale Region (DLv). Die Sterne (*: p 

<0,05) kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 59). 
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DCX+-Zellen 

Lediglich in der FT lassen sich Unterschiede entlang der anterior-posterior Achse in der Region 

DLv in der Anzahl DCX+-Zellen pro mm2 finden (Friedman ANOVA: FT (χ²(N = 10, df = 3) 

= 8,939, p = 0,030). 

Zwischen der Ebene A.8.25 und der Ebene A.6.75 zeigt sich ein signifikanter Unterschied in 

der Verteilung DCX+-Zellen pro mm2 (Abb.31a, b; siehe Anhang Tabelle 59). Die Anzahl 

dieser Zellart ist in der Ebene A.8.25 (20,51 ± 2,59 Zellen pro mm2) größer als in der Ebene 

A.6.75 (16,46 ± 2,38 Zellen pro mm2) (Tabelle 25, siehe Anhang Tabelle 59).  

Trianguläre DCX+-Zellen 

Die Zahl der triangulärer DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLv zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.31c, d).  

Ovoide DCX+-Zellen 

Die Zahl der ovoider DCX+-Zellen unterscheidet sich in der Region DLv zwischen den 

verschiedenen Ebenen entlang anterior-posterior Achse in der Hippocampusformation für beide 

Trainingsgruppen nicht (Abb.31e, f).  
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Abb.31: Vergleich der markierten Zellen der Zweifachfärbung der unterschiedlichen Ebenen in 
der Region DLv in der Box-Trainingsgruppe und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

Durchschnittliche Anzahl der DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (a) und in der Freiflug-Trainingsgruppe 

(b), triangulären DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (c) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (d), ovoiden 

DCX+-Zellen in der Box-Trainingsgruppe (e) und in der Freiflug-Trainingsgruppe (f) pro mm2 (MW± SE) entlang 

der anterior-posterior Achse A.9.50 bis A.4.25 der ventralen dorsolateralen Region (DLv). Die Sterne (*: p <0,05) 

kennzeichnen signifikante Unterschiede der einzelnen Ebenen im Paarvergleich (siehe Anhang Tabelle 59). 
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4. Diskussion 
 

4.1. Adulte Zellproliferation in der Hippocampusformation (BrdU-positive 

Zellen)  
4.1.1 BrdU als Marker für Zellproliferation  

BrdU ist der am häufigsten verwendete Marker und Goldstandard, um AN in situ darzustellen 

(Eriksson et al., 1998; Gould et al., 1999a; Kuhn et al., 1996; Taupin, 2007; Wojtowicz und 

Kee, 2006). Ursprünglich wurde BrdU zur Bestimmung des Proliferationsindex von Tumoren 

in situ entwickelt, was Eriksson et al. in der ersten Studie zum Nachweis von AN im 

menschlichen Gehirn nutzen konnten (Eriksson et al., 1998; Kanno et al., 1992). Aufgrund 

seiner mutagenen und toxischen Wirkung ist BrdU jedoch für reine Forschungszwecke im 

Menschen in vivo nicht zugelassen, stattdessen wird in der Regel Proliferating-Cell-Nuclear-

Antigen (PCNA) oder Kiel-Antigen Nr. 67 (Ki-67) verwendet. Die Anzahl der PCNA- und Ki-

67- positiven Zellen ist dabei in der Regel größer als die der BrdU-positiven Zellen, da BrdU 

lediglich in der S-Phase des Zellzyklus in die DNA integriert wird, während PCNA in allen 

Phasen des Zellzyklus und Ki-67 in allen Phasen außer der Ruhephase und dem Beginn der G1-

Phase exprimiert wird (Kanno et al., 1992; Kee et al., 2002; Taupin, 2007; von Bohlen und 

Halbach, 2011a; Zacchetti et al., 2003).  

Ein großer Vorteil der Verwendung von BrdU ist vor allem, dass es im Gegensatz zum früheren 

Standard H3-Thymidin nicht radioaktiv ist und auch bei dicken Gewebeproben, wie sie bei 

Hirnschnitten in der Regel üblich sind, funktioniert und somit auch für die 40 µm dicken 

Schnitte der vorliegenden Studie geeignet ist (Barnea und Pravosudov, 2011; Taupin, 2007). 

BrdU kann sowohl intraventrikulär, als auch intraperitoneal, intravenös, intramuskulär oder 

perioral appliziert werden, wobei eine mögliche Interaktion auf das Ausmaß der AN und dem 

Stress durch die Applikation berücksichtigt werden muss (Cameron und Gould, 1994; Hawley 

et al., 2012; Mirescu und Gould, 2006; Pham et al., 2005; Robertson et al., 2017; Schoenfeld 

und Gould, 2012; Smulders, 2017a; Tanapat et al., 2001; Taupin, 2007; Wojtowicz und Kee, 

2006).  

Eine Applikation über mehrere Tage ist sinnvoll, um möglichst viele Zellen zu markieren, wenn 

die exakte Bestimmung des Zeitpunkts der Neubildung von Zellen für das Studiendesign keine 

Relevanz hat (Barnea und Pravosudov, 2011). So erfolgte in dem vorliegenden Studiendesign 

eine Applikation an drei aufeinander folgenden Tagen.  

Darüber hinaus bietet die Verwendung von BrdU im Gegensatz zu seinem Vorgänger H3-

Thymidin die Möglichkeit, gleichzeitig andere Marker zu nutzen, ohne diese zu überdecken 
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und somit Informationen zur Art der neu entstandenen Zellen zu erhalten (Barnea und 

Pravosudov, 2011). Dies ermöglicht eine Identifizierung der neu entstandenen Zellen aufgrund 

der spezifischen Zellexpression in z.B. neugeborene Neurone und neugeborene Gliazellen. 

Immunhistochemisch können die markierten Zellen dann mit monoklonalen Antikörpern 

sichtbar gemacht werden (Gratzner, 1982).  

Aufgrund der Integration des Markers in die DNA ist bei der Applikation des Antikörpers bei 

der Aufbereitung der Gewebeproben eine Denaturierung mit Salzsäure notwendig, die 

gegebenenfalls mit einer Gewebeschädigung und Unregelmäßigkeiten in der Färbeintensität 

einhergehen kann (Barnea und Pravosudov, 2011; Gould, 2007). Diese Unregelmäßigkeiten in 

der Färbeintensität gehen mit einem Auswerter-Bias einher, da verschiedene Personen diese 

unterschiedlich wahrnehmen.  

Wie bereits beschrieben wirkt BrdU aufgrund seiner biochemischen Eigenschaften mutagen 

und mitogen und könnte daher auch die AN beeinflussen. Tatsächlich verändert in vitro die 

Integration von BrdU die Stabilität der DNA und erhöht damit das Risiko von Mutationen und 

Doppelstrangbrüchen (Ishii und Bender, 1978; Taupin, 2007). Darüber hinaus wird die 

Zellproliferation durch BrdU gesteigert und die Differenzierung in unterschiedlichem Ausmaß 

beeinflusst (Keoffler et al., 1983). Dennoch konnten Cattan et al. zeigen, dass die Verwendung 

von BrdU als in vivo Marker für die AN das Outcome nicht beeinflusst (Cattan et al., 2015). 

Dies zeigt umso mehr die Relevanz der adäquaten Dosis und des Applikationsschemas. 

Während besonders hohe Dosen zu neuronalem Zelltod führen können, kann bei zu niedrigen 

Dosen keine ausreichende Zellmarkierung erreicht werden (Taupin, 2007).  

 

4.1.2 Verteilung der BrdU-positiven Zellen  

Die BrdU-positiven Zellen umfassen alle neu entstandenen Zellen, wobei neben Neurone oder 

Gliazellen auch Zellen markiert werden, deren Typ und/oder Funktion noch teilweise 

unbekannt sind. Die Anzahl der BrdU-positiven Zellen pro mm2 in der KG übersteigt in allen 

Regionen mit Ausnahme der Region Vl die Anzahl der markierten Zellen in den 

Trainingsgruppen. Eine spezifische Aufgabe und dementsprechendes Training könnten also 

dazu beitragen, dass mehr spezifische neugeborene Zellen und weniger Zellen, die weder 

Gliazellen noch Neurone sind, gebildet werden. Umgekehrt könnte dies auch bedeuten, dass 

die unspezifischen Erkundungsflüge der Tauben aus der KG einen hohen Anteil an neuen 

Zellen erfordern, deren Funktion wir an dieser Stelle nicht weiter bestimmen können und die 

ein interessanter Aspekt weiterer Forschung sein könnten.  

Beim Vergleich der regionalen Verteilung der einfach markierten BrdU-positiven Zellen zeigte 

sich in beiden Trainingsgruppen ein analoges Verteilungsmuster im Verhältnis zur Anzahl 



 117 

doppelt markierter BrdU-NeuN-positiver Zellen. Dementsprechend scheinen diese Zellen auch 

dort zu entstehen bzw. genutzt zu werden, wo reife neugeborene Neurone ihren Platz in den 

lokalen Netzwerke einnehmen, was Hinweise auf die Funktion dieser unbestimmten Zellen 

geben könnte. Gleiches zeigt sich auch bei der Betrachtung des Verteilungsmusters entlang der 

anterior-posterioren Achse.  

 
4.2 Adulte Gliogenese in der Hippocampusformation (BrdU-S100β-positive 

Zellen)  
4.2.1 Vergleich der Giazellmarker S100β und GFAP 

Die Untersuchung des Einflusses verschiedener Lernbedingungen auf die Gliogenese bietet 

nicht nur Aufschluss über die Reaktion der HF auf diverse Stimuli, sondern sollte auch im 

Hinblick auf den Einfluss von Astrozyten auf die Neurogenese in die Untersuchung mit 

einbezogen werden.  

Die Quantifizierung der neugeborenen Gliazellen erfolgte in dieser Studie mit dem Marker 

S100β. In der KG von Herold et al. (2019) und Mehlhorn et al. (2022) wurden Gliazellen 

hingegen mit dem Marker GFAP markiert (Herold et al., 2019). Das Protein S100β gehört zur 

S100-Proteinfamilie und ist ein spezifischer Marker für Astrozyten (Savchenko et al., 2000; 

von Bohlen und Halbach, 2011b). Das Protein wird nicht nur von postmitotischen Astrozyten 

exprimiert, sondern auch von Schwannzellen des peripheren Nervensystems (Raponi et al., 

2007; Seri et al., 2004; Steiner et al., 2004; von Bohlen und Halbach, 2011b). In einigen Studien 

wurde S100β auch in Oligodendrozyten-Vorläufern gefunden (Deloulme et al., 2004; Hachem 

et al., 2005; Ihrie und Alvarez-Buylla, 2008). Das Intermediärfilament Protein GFAP markiert 

im Gegensatz zu S100β horizontale und radiale Glia und neben Astrozyten auch radiale Glia- 

ähnliche Vorläuferzellen (Kempermann et al., 2004; Seri et al., 2004; von Bohlen und Halbach, 

2011b). Eine direkte Vergleichbarkeit der Ergebnisse der vorliegenden Studie zur Gliogenese 

mit den Ergebnissen der KG ist somit schwierig, da möglicherweise unterschiedliche Zellarten 

markiert wurden. Auch in einer Studie von Savchenko et al. wurde auf die fehlende 

Vergleichbarkeit der beiden Marker hingewiesen (Savchenko et al., 2000). Dies stellt eine 

Erklärungsmöglichkeit für die durchweg höhere Anzahl BrdU-GFAP-positiver Zellen in der 

KG im Gegensatz zur Anzahl BrdU-S100β-positiver Zellen in den Trainingsgruppen dar.   

 

4.2.2 Entstehung neuer Gliazellen  

Über den Ursprung neugeborener Gliazellen gibt es in der Literatur konträre Meinungen. 

Einerseits wird vermutet, dass sowohl neue Neurone als auch Gliazellen aus denselben 

Vorläuferzellen entstehen (Bonaguidi et al., 2011; Suh et al., 2007). Auf der anderen Seite 
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deuten Ergebnissen von Studien darauf hin, dass es sich dabei um zwei verschiedene Arten von 

Vorläuferzellen handeln könnte (Lam et al., 2019).  

 
4.2.3 Einfluss von Gliazellen auf die Neurogenese 

Astrozyten verfügen über ein ausgedehntes Netzwerk, das ihnen die Möglichkeit gibt, auf 

umgebende Faktoren adäquat zu reagieren und ihre Rolle bei der Sicherstellung der 

Homöostase der Umgebung auszuüben (Allaman et al., 2011). Eine Störung der 

Astrozytenfunktion kann mit einer Vielzahl unterschiedlicher Krankheitsbilder einhergehen, 

darunter Depressionen, Morbus Alzheimer, Epilepsien, der hepatischen Enzephalopathie und 

Multipler Sklerose (Allaman et al., 2011).  

Zu den Gliazellen zählen allerdings nicht nur Makroglia wie Astrozyten und Oligodendrozyten, 

sondern auch Mikroglia, die in der vorliegenden Studie allerdings nicht weiter untersucht 

wurden.  

Mikroglia scheinen einen fördernden Einfluss auf die Neurogenese durch Phagozytose 

abgestorbener unreifer Neurone, Freisetzung von immunmodulierenden Faktoren und 

Förderung der Stammzellproliferation zu haben (Battista et al., 2006; Sierra et al., 2010; Ziv et 

al., 2006, disskutiert in (Cope und Gould, 2019). So zeigt sich bei gestörter mikroglialer 

Phagozytose eine Induktion von Astrogliose, welche im Zusammenhang mit vielen 

neurodegenerativen Erkrankungen steht (Konishi et al., 2020; Terreros-Roncal et al., 2021). 

Die regionale Verteilung von Mikro- und Makroglia unterscheidet sich im adulten Rattengehirn 

(Savchenko et al., 2000). Während die mit Lipocortin 1 (LC1) markierte Mikroglia die höchste 

Anzahl Zellen pro mm2 an der Fissura hippocampi gefolgt von CA1 und dem GD in der Ratte 

aufwies, zeigten die mit S100β markierten Zellen die höchste Anzahl pro mm2 im GD gefolgt 

von CA1 auf (Savchenko et al., 2000). Allerdings wurden in dieser Studie nicht nur adult 

geborene, sondern auch juvenil geborene Astrozyten gezählt.  

In der vorliegenden Studie konnten keine signifikanten regionalen Unterschiede in der Anzahl 

neugeborener Astrozyten innerhalb der Trainingsgruppen gefunden werden. Auch die 

Verteilung der neugebildeten Astrozyten entlang der Achse von anterior nach posterior zeigte 

keine signifikanten Unterschiede. Lediglich in der Region DMd zeigte sich in der FT in der 

anterioren HF eine höhere Anzahl neugeborener Astrozyten als in der posterioren HF. Die 

Verteilung der BrdU-S100β-positiven Zellen unterschied sich nicht zwischen den beiden 

Trainingsgruppen. Somit scheint die Bildung neuer Astrozyten in der adulten HF homogen zu 

erfolgen, was darauf hindeuten könnte, dass Astrozyten in der gesamten HF gleich notwendig 

sind, um ein optimales Klima für die Bildung und das Überleben neuer Neurone in der gesamten 

HF sicherzustellen. Z.B. könnten Astrozyten durch die Produktion von knochenmorphogenem 
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Protein (BMP) eine hemmende Wirkung auf die Neurogenese haben (Doetsch und Scharff, 

2001; Lim et al., 2000).  

So eine enge Wechselwirkung von Neurogenese und Gliogenese im erwachsenen Gehirn 

konnte in einer Studie von Steiner et al. nicht gezeigt werden, da eine Anreicherung der 

Umwelt, im Gegensatz zu körperlicher Bewegung, die Anzahl GFAP-S100β-positiver Zellen 

nicht erhöhen konnte, obwohl beide Faktoren die AHN fördern (Steiner et al., 2004). Im sich 

entwickelnden Gehirn hingegen scheinen Astrogenese und Neurogenese parallel abzulaufen 

(Bond et al., 2020). 

 

4.2.4 Einfluss von Gliazellen auf die Synaptogenese neugeborener Neurone 

Astrozyten scheinen u.a. durch Sezernierung verschiedener Faktoren, wie Thrombospondin, ein 

Protein der Extrazellulärmatrix (EZM), das die Synaptogenese fördert und auch durch die 

Synthese von Apolipoprotein E und Cholesterol, die ebenfalls die Synaptogenese unterstützen, 

das neuronale Überleben und die synaptische Reifung und ihre Aktivität zu steuern (Allaman 

et al., 2011; Christopherson et al., 2005; Elmariah et al., 2005; Kucukdereli et al., 2011; Liauw 

et al., 2008; Parpura und Zorec, 2010; Pfrieger, 2010; Vance et al., 2005).  

In der DG von Säugetieren zeigten Astrozyten eine Beteiligung an der Reifung und 

synaptischen Integration von Körnerzellen (Sultan et al., 2015). Umgekehrt führt die 

Blockierung der Freisetzung von Faktoren, die von Astrozyten gesteuert werden, zu einem 

verminderten neuronalen Überleben und einem eingeschränkten Dendritenwachstum (Sultan et 

al., 2015). Die Modulation der Synaptogenese kann u.a. durch glutamaterge Signale im Sinne 

der Gliotransmission erfolgen (Parpura und Zorec, 2010).  

Ein wichtiger Aspekt dabei ist die Aktivierung von NMDA-Rezeptoren, die 

konzentrationsabhängig die neuronale Zellproliferation fördern oder hemmen (Luk et al., 

2003). Eine Blockierung von NMDA-Rezeptoren führt so zu einer Verringerung der Rate der 

Neurogenese (Mochizuki et al., 2007). Zudem zeigt die Expression von NMDA auch 

Zusammenhänge zur Langzeitpotenzierung im HC und könnte somit einen wichtigen Beitrag 

zur Gedächtnisbildung leisten (Adamsky et al., 2018).  

In der Vogel-HF scheint diese Langzeitpotenzierung aber weniger von NMDA-Rezeptoren 

abhängig zu sein (Herold et al., 2022). Umgekehrt lässt sich auch in der Vogel-HF ein Anstieg 

der NMDA-Expression als Reaktion auf assoziative Lernaufgaben nachweisen, wobei die 

Expression spezifischer Rezeptoruntereinheiten gefördert bzw. minimiert wird (Herold et al., 

2022). Die NMDA-Rezeptorexpression scheint sich zwischen verschiedenen Hirnarealen zu 

unterscheiden (Zilles et al., 2015; Zilles und Amunts, 2009). Verschiedene Hirnregionen 

scheinen unterschiedlich auf die gleichen Stimuli zu reagieren, so zeigte sich in der Studie von 
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Herold et al. eine unterschiedliche Zunahme der NMDA-Rezeptoren in der HF und dem NCL 

(Herold et al., 2022). NMDA-Rezeptoren lassen sich sowohl im sich entwickelnden als auch 

im adulten Gehirn in zahlreicher Form nachweisen, wobei sich die vorkommenden Rezeptor-

Subtypen unterscheiden (Behar et al., 1999; Bendel et al., 2005; Henson et al., 2008; LoTurco 

et al., 1991; Monyer et al., 1994, 1992). Im adulten Gehirn konnte eine Modulation von NMDA-

Rezeptoren durch Astrozyten, um die Migration zum BO zu steuern, beobachtet werden (Platel 

et al., 2010).  

Der Zusammenhang der NMDA-Rezeptor Expression und der AHN könnte somit auch weitere 

Hinweise auf den Zusammenhang zwischen Gliogenese und Neurogenese sowie deren 

unterschiedliches Ansprechen auf die Stimuli geben, denen die Versuchstiere in dieser Studie 

ausgesetzt waren. Hinsichtlich der regionalen Verteilung der NMDA-Rezeptor Expression 

zeigt sich eine besonders hohe Dichte in den Regionen Vl und Tr (Herold et al., 2019). Die Rate 

an AHN ist jedoch in der Region Vl deutlich höher als in der Region Tr. Da jedoch in in-vitro 

Untersuchungen Zellen mit verstärkter Migration auf eine Stimulation mit NMDA auch auf 

eine Stimulation mit GABA geantwortet haben, könnte die in Herold et al. beobachtete 

gleichzeitige starke Expression von GABA-Rezeptoren in Vl im Gegensatz zu Tr eine 

Erklärung für die unterschiedliche AHN Rate in diesen beiden Regionen sein (Herold et al., 

2014).  

GABA-Rezeptoren scheinen für verhaltenspsychologische Aspekte, wie z.B. räumliches 

Lernen, eine Rolle zu spielen und die AHN zu fördern (Earnheart et al., 2007; Kittler et al., 

2008; Tretter et al., 2009). Daher hätten wir in diesen Regionen auch eine stärkere Gliogenese 

erwartet. Die homogene Verteilung neu gebildeter Astrozyten in der vorliegenden Studie 

könnte somit darauf hindeuten, dass diese Komponente nicht relevant genug ist, um die 

generelle Verteilung neuer Astrozyten zu steuern und anderen Faktoren unterliegt oder könnte 

auch Hinweise darauf geben, dass Mikroglia, die ebenso glutamaterge Rezeptoren exprimieren, 

stärker auf diese Stimuli reagieren. Dityatev und Rusakov sprechen daher von einer vierteiligen 

Synapse bestehend aus prä- und postsynaptischen Neurone, der EZM und Gliazellen (Dityatev 

und Rusakov, 2011). 

 

 
4.3 Adulte Neurogenese in der Hippocampusformation 
 
4.3.1 NeuN als Marker der Neurogenese 

NeuN ist ein neuronespezifisches nukleäres Protein, das häufig als anerkannter Marker für 

postmitotische Neurone verwendet wird (Abb.31) (Duan et al., 2016; Kempermann et al., 2004; 
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Mullen et al., 1992; von Bohlen und Halbach, 2011b). Ursprünglich wurde es als 

korrespondierendes Antigen des Antikörpers A60 entdeckt und dient neben der Neurone-

Markierung auch der histopathologischen Unterscheidung von undifferenzierten neuronalen 

Tumorzellen und gesunden reifen differenzierten Neurone (Lind et al., 2005; Wolf et al., 1996). 

Zuletzt wurde NeuN auch als der Splicingfaktor RNA-bindendes FOX Protein 3 (Rbfox-3) 

identifiziert (Kim et al., 2009).  

NeuN lässt sich nicht nur im Zellkern, sondern auch im Zellplasma fast aller Neurone mit 

wenigen Ausnahmen, wie Purkinje-Zellen des Cerebellums und Mitralzellen des BO in 

Wirbeltieren, finden (Lind et al., 2005; Mullen et al., 1992). Dabei kommen verschiedene 

Isoformen des Proteins vor, die sich im Grad ihrer Phosphorylierung unterscheiden und die 

Intensivität der Immunoreaktivität beeinflussen (Lind et al., 2005).  

Da es sich bei dem Protein um ein endogenes Produkt handelt, können auch körpereigene 

Einflussfaktoren wie Stoffwechselentgleisungen, z.B. Ischämien, die Immunreaktivität 

beeinflussen, ohne dass es zu einem Verlust oder Absterben von Neurone beziehungsweise 

einer Minderung der NeuN-Konzentration kommt (Unal-Cevik et al., 2004).  

 

4.3.2 DCX als Marker der Neurogenese 

 DCX ist ein nur im Gehirn vorkommendes Mikrotubuli-assoziiertes Protein, dessen Funktion 

vermutlich in der Mikrotubuli-Polymerisation von wandernden neuronalen Vorläuferzellen und 

unreifen Neurone liegt (Abb.31) (Francis et al., 1999; Gleeson et al., 1999; Kempermann, 2012; 

Meyer et al., 2002; Rao and Shetty, 2004; von Bohlen und Halbach, 2011b). Die DCX-

Expression ist zudem mit dem Dendritenwachstum und der Synaptogenese assoziiert, da DCX-

positive Neurone in geringem Ausmaß auch in Regionen gefunden werden konnten, in denen 

in der Regel keine Neurogenese stattfindet (Brown et al., 2003; Klempin et al., 2011; Lipp und 

Bonfanti, 2016; Melleu et al., 2013; Nacher et al., 2001; Yang et al., 2004). Eine Deletion des 

Gens führt bei Säugetieren zu verschiedenen kortikalen Erkrankungen (Brown et al., 2003, 

2003; Corbo et al., 2002; des Portes et al., 1998; Gleeson et al., 1998).  

Die Zunahme der Expression von NeuN korreliert mit der Abnahme der DCX-Expression, 

wobei sich die Expression beider Marker in postmitotischen Neurone, die mit der Bildung eines 

dendritischen Netzwerkes beginnen, überlappt (Brown et al., 2003; Couillard-Despres et al., 

2006; Kempermann et al., 2004; Mehlhorn et al., 2022; von Bohlen und Halbach, 2011b).  

Zudem sind bipolare bzw. ovoide oder multipolare bzw. trianguläre DCX-positive Zellen zu 

unterscheiden, wobei ovoide DCX-positive Zellen vor allem in den Spitzen der lateralen 

Ventrikelwänden zu finden sind und wandernde Neurone repräsentieren und die triangulären 
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Zellen vor allem in den pallialen Regionen vorkommen und bereits in Schaltkreise integriert 

sind (Mehlhorn et al., 2022; Melleu et al., 2013). 

 

 

Abb.3: Expression der verwendeten neuronalen Marker in den Phasen der Neurogenese 

Aus den GFAP-exprimierenden neuronalen Stammzellen entstehen neuronale Vorläuferzellen, die sich schließlich  

zu unreifen Neurone weiter entwickeln können. In diesem Stadium exprimieren die neugeborenen Neurone DCX. 

Im Verlauf reifen diese zu reifen NeuN-exprimierenden Neurone heran. Die Abbildung ist angelehnt an Gonçalves 

et al. (Gonçalves et al., 2016) und wurde freundlicher Weise von Elsevier zur Verfügung gestellt (Lizenznummer: 

5656470455693). 

 

4.3.3 Adulte Neurogenese entlang der anterior-posterior Achse  

Die klassische Vorstellung einer unterschiedlichen Funktionalität entlang der anterior-

posterioren Achse findet sich vor allem in der Literatur zum Säugetier-HC (Anacker et al., 

2018; Colombo et al., 1998; Fanselow und Dong, 2010; Ohara et al., 2013; Strange et al., 2014; 

Witter et al., 2017). Dabei wird dem posterioren bzw. septalen Teil des HC vor allem eine Rolle 

für das Gedächtnis sowie die räumliche Orientierung zugeschrieben und dem anterioren bzw. 

temporalen Teil des HC eine Rolle bei der emotionale Verarbeitung insbesondere von Angst 

(Strange et al., 2014). Eine Übertragbarkeit dieser Ergebnisse auf die HF in Vögeln ist dabei 

weniger intensiv untersucht und wird diesbezüglich stärker diskutiert.  

GFAP
DCX

NeuN

Stammzelle Neuronale Vorläuferzellen Unreife 
neugeborene 
Neurone

Reife neugeborene 
Neurone
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Adulte Neurogenese entlang der anterior-posterior Achse in der HF von Vögeln 

Bei genauerer Betrachtung der extrahippocampalen Konnektivität der HF in Tauben, zeigen 

sich vor allem Verbindungen von der anterioren HF zum rostralen Septum, dem Nucleus des 

diagonalen Bandes von Broca (NBD) sowie zu Fasern, die sich dem Tractus 

septomesencephalicus (TSM) anschließen (Herold et al., 2019). 

Störungen des diagonalen Bandes von Broca, das Funktionen für das Gedächtnis übernimmt, 

werden dabei in Pathologien wie der Lewy-Body-Demenz oder auch der Alzheimer-Demenz 

sichtbar (Liu und Gentleman, 2021). Der TSM scheint hingegen an der Verarbeitung visueller 

und somatosensorischer Informationen beteiligt zu sein (Levine und Zeigler, 1981).  

Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass die anteriore HF bei Vögeln stärker in die räumliche 

Verarbeitung von Informationen integriert sein könnte. Auch wurden in einer Studie von 

Barnea und Nottebohm eine höhere Anzahl neu geborener Zellen in der anterioren HF von 

wilden Schwarzkopfmeisen im Gegensatz zu in Gefangenschaft gehaltenen Meisen gefunden 

(Barnea und Nottebohm, 1994).  

Auch in der vorliegenden Studie zeigte sich sowohl in der FT als auch in der BT in der am 

weitesten posterior gelegenen Ebene A.4.25 eine geringere Anzahl neugeborener unreifer 

Neurone, nicht jedoch neugeborener reifer Neurone, im Vergleich zu den anderen Ebenen. Im 

Vergleich zur KG zeigt sich in den beiden Trainingsgruppen eine höhere Anzahl neugeborener 

reifer Neurone in der weiter anterior gelegenen Ebene A.8.50, was die Sichtweise auf die 

Funktionalität der anterioren HF für Aufgaben der räumlichen Orientierung unterstützen 

könnte. Die Art des Trainings scheint diesen Faktor dabei unterschiedlich zu beeinflussen.  

So zeigt sich in der FT in der Ebene A.8.25 eine höhere Anzahl DCX-positiver Zellen und 

damit eine mögliche stärkere Beanspruchung der anterioren HF durch das individuelle 

Flugtraining. Interessanterweise zeigt sich in der BT eine gleichmäßigere Verteilung dieser 

Zellen. In der FT zeigten sich jedoch neben der geringeren Anzahl DCX-positiver Zellen in der 

posterioren Ebene keine Unterschiede zur KG in den weiter anterior gelegenen Ebenen A.8.25 

und A.5.50. So könnte einerseits die Erfahrung im Freien, andererseits aber auch das Fliegen 

selbst in diesen Ebenen die Bildung neuer, noch migrierender (ovoidaler) Neurone fördern, um 

sie bei Bedarf in entsprechende Schaltkreise integrieren zu können, wobei sie zu triangulären 

Neurone werden. Für die Anzahl neugeborener Gliazellen hingegen scheint es keine 

Unterschiede entlang der anterior-posterior Achse zu geben. 

Der posteriore Teil der HF scheint vor allem an der sozialen Interaktion von Vögeln beteiligt 

zu sein (Barnea et al., 2006). Dieser Teil der HF ist mit dem post-kommissuralen Septum, dem 

Nucleus taenia und dem Nucleus posterioris amygdallopalli verknüpft (Herold et al., 2019). 
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Der Nucleus taenia gilt als Äquivalent der Amgydala bei Säugetieren und beeinflusst das 

Sozialverhalten (Cheng et al., 1999).  

Entlang des Verlaufs von anterior nach posterior konnten wir keinen durchgehend erhaltenen 

Gradienten in der Verteilung der neu gebildeten Neurone feststellen. Lediglich in der Region 

Vl zeigt sich ein Trend im Sinne eines signifikant relevanten Abfalls der Anzahl unreifer 

Neurone pro mm2 in der FT, gleiches gilt für die Region DMv in der BT. Jedoch zeigt sich in 

der posterioren Ebene A.4.25 eine deutlich geringere Anzahl neuer Neurone im Vergleich zu 

den restlichen Ebenen, wie dies auch Herold et al. für die KG festgestellt wurde (Herold et al., 

2019). Eine Veränderung in der Verteilung entlang dieser Achse in der Vogel-HF war bereits 

Gegenstand einiger Studien. Dabei zeigte sich eine Variabilität der Verteilung neuer Neurone 

entlang des Verlaufs von anterior nach posterior durch Einflussfaktoren wie saisonale 

Veränderungen, Subspezies und Haltungsform (Barkan et al., 2016; Barnea et al., 2006; Barnea 

und Nottebohm, 1994; Hoshooley et al., 2007). 

Adulte Neurogenese entlang der anterior-posterior Achse im HC von Säugetieren 

Der anteriore bzw. temporale Teil des Säugetier-HC scheint insbesondere in die emotionale 

Verarbeitung von Informationen integriert zu sein, was durch die enge Vernetzung des 

anterioren Teils mit der Amygdala erklärt werden könnte (Cenquizca und Swanson, 2007; Kishi 

et al., 2006; Maren und Holt, 2004; Petrovich et al., 2001; Pitkänen et al., 2000; Roberts et al., 

2007). Darüber hinaus führen sowohl Stress als auch Alterung als Einflussfaktoren zu einer 

Reduktion der AHN in den ventralen Teilen des DG (Amrein et al., 2015; Bekiari et al., 2015; 

Boldrini et al., 2018; Hawley et al., 2012; Jinno, 2011; Kheirbek et al., 2013; Lowe et al., 2015; 

Moreno-Jiménez et al., 2019; Spalding et al., 2013; Tobin et al., 2019).  

Beim Menschen spielen die temporalen Anteile des HC auch eine Rolle in der Pathogenese 

verschiedener Erkrankungen, die auf einer fehlerhaften Verarbeitung affektiver Reaktionen 

basieren. Schizophrenien scheinen teilweise auf einer abnormalen Funktion des anterioren HC 

zu beruhen (O’Reilly et al., 2014; Small et al., 2011). Zudem zeigt sich bei dem Gebrauch von 

Antidepressiva eine gesteigerte AHN im ventralen HC (Boldrini et al., 2009).  

Es zeigt sich eine Beanspruchung des posterioren bzw. septalen HC bei Aufgaben der 

räumlichen Orientierung und angereicherten Umgebung (Fanselow und Dong, 2010). Bei 

Ratten weist dabei der septale Teil des HC ein ausgedehntes neuronales Netzwerk auf, das an 

der Verarbeitung räumlicher Informationen beteiligt ist (Moser und Moser, 1998a, 1998b). 

Auch die Verteilung von Platzzellen zeigt in dem dorsalen HC ein kleineres Feld und damit 

auch eine höhere Selektivität (Kjelstrup et al., 2008). Diese funktionelle Besonderheit könnte 

mit der engen Verschaltung des posterioren HC mit dem retrosplenialen und anterioren Gyrus 



 125 

cinguli zusammenhängen, der sowohl für die Navigation als auch für das Erkundungsverhalten 

und die visuelle Information wichtig ist (Herold et al., 2019).  

Darüber hinaus zeigt sich im dorsalen Teil im GD eine höhere Anzahl DCX-positiver Zellen 

(Amrein et al., 2015; Anacker & Hen, 2017). Somit könnte es auch im Säugetier HC eine 

funktionelle Aufteilung entlang des longitudinalen Verlaufs des HC geben (Thompson et al., 

2008). Einige Studien widersprechen jedoch dieser Hypothese (Ferbinteanu et al., 2003; Rudy 

und Matus-Amat, 2005). 

Vergleich der adulten hippocampalen Neurogenese entlang der anterior-posterior Achse 

zwischen Säugetieren und Vögeln  

Die anteriore HF des Vogels könnte somit funktional dem posterioren bzw. septalen HC des 

Säugetiers und die posteriore HF des Vogels dem anterioren bzw. temporalen HC des 

Säugetiers entsprechen (Smulders, 2017a). Es gibt jedoch auch einige Faktoren, die gegen diese 

direkte Homologie sprechen. So wirkt sich Stress, je nach Art und Kontext, negativ auf die 

AHN der anterioren HF bei Vögeln, aber auch auf den anterioren HC von Nagetieren aus 

(Anacker et al., 2018; Hawley et al., 2012; Ho und Wang, 2010; Robertson et al., 2017).  

Darüber hinaus ist es schwierig die verschiedenen Anteile des HC für sich und funktional 

unabhängig voneinander zu betrachten und somit klare Bereiche zu definieren, die trotz des 

verzweigten Netzwerks intra- sowie extrahippocampal, eine bestimmte Funktion ausüben. 

Beispielsweise ist für die Navigationsfähigkeit von Tieren nicht nur das räumliche Gedächtnis 

wichtig, sondern auch die Verarbeitung von vielen, sich schnell ändernder Reize. Daraus 

resultieren dementsprechend regelmäßige Entscheidungsprozesse und Reevaluationen z.B. 

über die Richtung.  

So stellt sich die Frage, ob es tatsächlich eine klare Grenze zwischen den Funktionen des 

anterioren und posterioren HF gibt oder ob der Übergang eher graduell verläuft. Letzteres wird 

durch Konnektivitäts- und Genexpressionsstudien in Nagetieren unterstützt (Strange et al., 

2014). Ein Blick auf einen möglichen funktionell unabhängigen intermediären Abschnitt des 

HCs, der die Subfunktionen der Anteile miteinander verbindet, scheint daher in dieser 

Diskussion unumgänglich (Bast et al., 2009; Fanselow und Dong, 2010; Strange et al., 2014). 

Auch die Ergebnisse der vorliegenden Studie geben Hinweise darauf, dass bestimmte 

Orientierungsaufgaben, die die Involvierung unterschiedlicher Funktionen verlangen, die 

Neurogenese in diesem intermediären Abschnitt fördern könnten. Dies zeigt sich auch in der 

medial gelegenen Ebene A.6.75, in welcher in der BT mehr reife neugeborene Neurone als in 

der KG zu finden sind. Allerdings zeigt sich dieser Effekt in den FT, die ein Flugtraining 

absolviert haben, nicht.  
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Umso interessanter ist daher auch die Betrachtung der Veränderungen der zellulären Prozesse 

in den einzelnen Unterregionen und deren Verlauf entlang der longitudinalen Achse.  

 

 

4.3.4 Adulte Neurogenese innerhalb der einzelnen Regionen der HF und entlang der 

anterior-posterior Achse innerhalb dieser Regionen 

Die Verteilung der neu gebildeten Neurone innerhalb der verschiedenen Regionen der HF zeigt 

gruppenübergreifend die höchste Anzahl pro mm2 in den Regionen Vl und DLv. Für die 

Gesamtzahl der DCX-positiven Zellen beider Trainingsgruppen, sowie für die triangulären und 

ovoiden DCX-positiven Zellen zeigt sich eine signifikant höhere Anzahl in der Vl-Region im 

Gegensatz zur DLv-Region.  

Auch Melleu et al. sowie Mazengenya et al., die die Verteilung der AHN im Taubengehirn 

untersuchten, beobachteten insbesondere im Hinblick auf die ventrale Region eine höhere 

Dichte DCX-positiver Zellen in der Region Vl im Vergleich zu der Region Vm (Mazengenya 

et al., 2017; Melleu et al., 2013). Mazengenya et al. fanden die höchste Anzahl DCX-positiver 

Zellen in der Tr-Region und, unseren Ergebnissen sowie der Studie von Melleu et al. ähnlich, 

die wenigsten Zellen in der anterioren Region (Mazengenya et al., 2017; Melleu et al., 2013). 

In der FT konnte die geringste Anzahl reifer und unreifer neugeborener Neurone in der Region 

Tr gefunden werden, in der BT und KG war die Zahl der neugeborenen Neurone in DMd noch 

geringer. Die Anzahl der neugeborenen Neurone in der dorsolateralen Region ist zudem höher 

als in der dorsomedialen Region. Im Hinblick auf die Untereinheiten dieser Regionen zeigt sich 

in der BT eine höhere Anzahl reifer Neurone und noch migrierender unreifer Neurone bzw. die 

gleiche Anzahl unreifer, bereits in Netzwerke integrierter Neurone in der Region DMv, als in 

der Region DLd. In der FT hingegen zeigt die Region DLd eine höhere Anzahl sowohl reifer 

als auch unreifer Neurone auf als die Region DMv. So könnten die Regionen Tr und DMv 

stärker in die Aufgaben des Boxtrainings und die Regionen DMd sowie DLd stärker in die 

Aufgaben des Freiflugtrainings integriert sein.  

Adulte Neurogenese innerhalb der ventralen Regionen (Vm, Vl, Tr)  

Die ventralen Regionen Vm und Vl sind sowohl mit der Region DM als auch mit der Region 

Tr reziprok verschaltet und erhalten aus der Region DL lediglich Afferenzen. Zudem lässt sich 

in diesen Regionen eine hohe Dichte an intrinsischen Neurone finden (Atoji und Wild, 2004). 

Der gesamte V-Komplex weist eine hohe Dichte an den Aminomethylphosphonsäure (AMPA)-

Rezeptoruntereinheiten Glutamat-Rezeptor 1 (GluR1) und Glutamat-Rezeptor 2/3 (GluR2/3) 

auf (Herold et al., 2014). Darüber hinaus findet sich in den Regionen Vl und Tr die höchste 

Dichte an NMDA-Rezeptoren in der gesamten HF (Herold et al., 2014).  
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Da die Expression von NMDA-Rezeptoren eine bedeutende Rolle für die kontextuelle 

Integration von Informationen spielt, könnte dies eine Komponente dafür sein, dass in der 

Region Vl die höchste Dichte an neugeborenen Neurone gefunden werden konnte (Fanselow 

und Dong, 2010; Stote und Fanselow, 2004; Young et al., 1994).  

Der V-Komplex könnte das Pendant zum GD im Vogelgehirn sein (Atoji et al., 2016; Atoji und 

Wild, 2006, 2004b; Coultrap et al., 2005; Herold et al., 2014). Andere Studien hingegen weisen 

auf neurochemische und elektrophysiologische Ähnlichkeiten des V-Komplexes mit dem 

Ammonshorn hin (Erichsen et al., 1991; Kahn et al., 2003; Krebs et al., 1991; Siegel et al., 

2002; Székely, 1999). Sowohl in der KG als auch in den Trainingsgruppen wurde die höchste 

Rate der AHN in der Region Vl festgestellt, was ebenfalls eine mögliche Analogie zum GD des 

Säugetiers unterstützt. Außerdem konnten in Vm und Vl, aber auch in der Region DMd in den 

Trainingsgruppen mehr neugeborene reife Neurone als in der KG gefunden werden. In diesen 

Regionen scheinen also durch das Training, unabhängig von der Art des Trainings, neue 

Neurone benötigt zu werden. Interessanterweise zeigt die Verteilung der unreifen Neurone in 

den Regionen Vm, Tr und DMd keine signifikant höhere Anzahl pro mm2 in der KG als in der 

FT. Während die Anzahl unreifer Neurone in den Regionen Vm, Tr und DMd in den Gruppen 

KG und FT keine Unterschiede zeigt, übersteigt die Anzahl der DCX-positiven Zellen der FT 

die der KG in diesen Arealen. Dies könnte darauf hinweisen, dass diese Areale eine geringere 

Bedeutung für die Neuronebildung bei Erkundungserfahrungen haben. In genauerer 

Betrachtung der Verteilung der neugeborenen Zellen im V-Komplex entlang der longitudinalen 

Achse lassen sich weitere Unterschiede durch die unterschiedlichen Trainingsmodi 

nachweisen. So zeigt sich in der BT im Vergleich zur KG eine höhere Anzahl neugeborener 

reifer Neurone in Vm und Vl in der Ebene A.5.50, weshalb in dieser Ebene des V-Komplexes 

für das Boxtraining relevante neue Neurone benötigt werden könnten. Die Verteilung der neu 

gebildeten unreifen Neurone unterscheidet sich stark zwischen den beiden Regionen Vm und 

Vl. In Vm zeigen sich dabei wenige Unterschiede zwischen der KG und der FT, also den 

Gruppen, die die Möglichkeit hatten, frei am Schlag zu fliegen. Hier zeigt die FT im 

Gruppenvergleich eine besonders hohe Anzahl ovoid geformter DCX-positiver Neurone in der 

Ebene A.5.50, die KG imponiert hingegen durch eine hohe Anzahl triangulär geformter DCX-

positiver Zellen in der Ebene A.4.25. Das Fliegen oder auch die verschiedenen Eindrücke bei 

der Erkundung der Umgebung könnten also vor allem die Region Vm beanspruchen.  

Die unterschiedliche Verteilung der unreifen Neurone entlang der Achsen könnte Einblicke in 

die sich unterscheidenden Rekrutierungsmuster der beiden fliegenden Gruppen geben, mit dem 

Endresultat einer ähnlichen Verteilung der reifen neugeborenen Neurone entlang der Achse in 

dieser Region.  
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In der Region Vl hingegen zeigen sich starke Unterschiede in der Verteilung der verschiedenen 

Zelltypen, wobei die Anzahl der DCX-positiven Zellen in der BT am geringsten ist, in der FT 

mehr ovoide DCX-positive Zellen und in der KG mehr trianguläre DCX-positive Zellen zu 

finden sind. Die Anzahl der schon in lokale Netzwerke integrierten Neurone in Vl ist in allen 

Ebenen in der KG höher als in den Trainingsgruppen und in der FT höher als in der BT.  

Die Verteilung der noch wandernden Neurone unterscheidet sich entlang der Achse in 

unterschiedlicher Weise. Während die Anzahl ovoider DCX-positiver Zellen pro mm2 in der 

anterioren Ebene in der FT am höchsten ist, ist sie in der KG in der posterioren Ebene am 

höchsten und zeigt keine Unterschiede zwischen der FT und KG in den medial gelegenen 

Ebenen. Somit scheint das vorangegangene Training, das die beiden Gruppen unterscheidet, 

eher migrierende Neurone, die sich womöglich in einer Art Bereitschaftsmodus befinden, in 

der anterioren Vl-Region zu fördern. In dieser Region zeigt auch die Verteilung der unreifen 

Neurone sowohl in der FT als auch in der BT eine deutlich geringere Anzahl in der posterioren 

Ebene.  

Da es sich bei beiden Versuchsdesigns um Orientierungsaufgaben handelt, die, wie bereits 

diskutiert, eher von der ventralen HF gesteuert werden, könnte die Region Vl eine sehr wichtige 

Rolle für Orientierungsprozesse spielen. Daher wäre eine Folgestudie, in der die Versuchstiere 

keine Orientierungsaufgaben oder Freiflugmöglichkeiten haben, wichtig, um diese Hypothese 

weiter zu diskutieren.  

Die Tr-Region zeigt nicht nur eine ausgeprägte Verbindung zur kontralateralen HF, sondern 

scheint auch mit den Regionen DM und DL verschaltet zu sein (Atoji et al., 2002). In den 

Ergebnissen der vorliegenden Studie lässt sich dabei die niedrigste Rate an Neurogenese in der 

Region Tr in der FT feststellen. In der BT hingegen ist die Rate an neugeborenen Neurone in 

der Region DMd geringer, wobei dieser Unterschied nur für die Anzahl unreifer neugeborener 

Neurone signifikant ist. Dementsprechend scheinen für die verschiedenen Trainingsmodi der 

beiden Versuchsgruppen die Regionen Tr und DMd unterschiedlich stark benötigt zu werden. 

Auch dies könnte eine Antwort der unterschiedlichen Beanspruchung der beiden 

Trainingsgruppen für die kontextuelle Integration von Informationen sein, die möglicherweise 

in der BT höher ist und dementsprechend von der höheren Dichte an NMDA-Rezeptoren in der 

Region Tr profitiert (Fanselow und Dong, 2010). Ein Unterschied in der Anzahl der 

neugeborenen Neurone zwischen den beiden Trainingsmodi findet sich in der Region Tr in der 

Ebene A.5.50, wo die Anzahl der reifen neugeborenen Zellen in der BT höher ist als in der FT, 

sowie in den anderen Ebenen, in denen die Anzahl der unreifen neugeborenen Neurone in der 

FT höher ist als in der BT. Dies deutet auf eine besondere Rolle des medialen Abschnitts der 

Region Tr für das Box-Training hin.  
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Zwischen der FT und KG gibt es keine signifikanten Unterschiede in der Verteilung reifer und 

unreifer Neurone in dieser Region entlang der anterior-posterioren Achse, was zusammen mit 

der Gesamtverteilung der neugeborenen Neurone in den einzelnen Regionen möglicherweise 

auf eine funktionelle Verteilung entlang dieser Achse in der Region Tr hinweist, die für 

Flugerfahrungen oder neue Erkundungen von geringer Bedeutung sein könnte.  

 

Adulte Neurogenese innerhalb der dorsomedialen Region (DMd, DMv) 

Die dorsomediale Region empfängt nicht nur olfaktorische Informationen aus der APH, 

sondern aus allen Sinnesbereichen und steht sowohl mit der V-Region und der Region DL als 

auch mit dem Arcopallium in Verbindung und zeichnet sich durch ihre starke Projektion in die 

lateralen Septumkerne aus, die ihrerseits in den Hypothalamus projizieren (Atoji und Wild, 

2006, 2004a). Womöglich besteht ein Schaltkreis mit der Region DL, wobei Signale aus der 

DM-Region zunächst über DLd und anschließend DLv zurück zur DM-Region gesendet 

werden (Atoji und Wild, 2004; Hough et al., 2002; Kahn et al., 2003; Siegel et al., 2002). Die 

Injektion von Kainsäure in die HF führte in einer Studie von Atoji und Wild nur zu einer 

Zerstörung der DM Region (Atoji und Wild, 2004). Zuvor war diese Besonderheit bereits für 

CA3 festgestellt worden, was auf eine Homologie hindeuten könnte (Atoji und Wild, 2004a; 

Nadler et al., 1980). Die beiden Untereinheiten DMd und DMv unterscheiden sich zudem 

aufgrund ihrer Neurotransmitter-Rezeptorexpression voneinander, wobei u.a. die Expression 

von Kainat-Rezeptoren in der Region DMd höher ist als in der Region DMv (Herold et al., 

2014). Des Weiteren imponiert die Region DMd mit einer sehr niedrigen Dichte an cholinergen 

und glutamatergen Rezeptoren sowie GABAA-Rezeptoren (Herold et al., 2014).  

Auf der Grundlage der Rezeptorexpressionen des V-Komplexes und einer in der Studie 

durchgeführten Zink-Markierung, schlagen Herold et al. den Komplex aus den Regionen Vl, 

Tr und DMv als Homologie zu GD und CA1 sowie die Regionen Vm und DMd als Homolog 

zu CA2 und CA3 vor (Herold et al., 2014). Kahn et al. hingegen schlagen die Region DMv als 

Äquivalent zum Subiculum und die Region DMd als Äquivalent zum GD im Säuger-HC vor 

(Kahn et al., 2003). Sowohl das Ammonshorn als auch das Subiculum weisen eine ausgeprägte 

Projektion in die lateralen Septumkerne auf und zeigen somit auch auf der Ebene der 

hippocampalen Verschaltungen Ähnlichkeiten zu der DM-Region (Atoji und Wild, 2004; 

Namura et al., 1994; O’Mara et al., 2001; Risold und Swanson, 1997a, 1997b; Swanson und 

Cowan, 1979; Witter et al., 1990). Unterstützt wird dies durch die Verbindung der posterioren 

DM-Region mit dem Nucleus periventricularis magnocellularis, der dem Nucleus 

paraventricularis (PVN) im Säugetiergehirn entspricht und dort über Umwege mit dem 

ventralen Subiculum und CA1 verschaltet ist (Berk, 1987; Herold et al., 2019). Diese 
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Verschaltung spielt eine wichtige Rolle bei der Regulation des Cortison-Plasmaspiegels bei 

Tauben (Bouillé und Baylé, 1973). Auch im menschlichen HC spielt das temporale Subiculum 

des HC eine Rolle bei der Cortisol Regulation, indem er genau wie der PFC die Hypothalamus-

Hypophysen-Nebennierenrinden-Achse negativ reguliert (Smulders, 2021, 2017b; Ulrich-Lai 

und Herman, 2009).  

Die AHN-Rate ist sowohl in der Region DMd als auch in der Region DMv niedrig. Nur in der 

Verteilung der unreifen neugeborenen Neurone zeigt sich dabei ein Unterschied zwischen den 

beiden Teilen der dorsomedialen Region, wobei die Anzahl DCX-positiver Zellen nur in der 

BT signifikant geringer in der Region DMd ist als in der Region DMv. Das Training in der Box 

könnte also Prozesse verursachen, die eine hohe Dichte an verschiedenen Neurotransmitter-

Rezeptoren benötigen, welche in der Region DMd aber nur spärlich zu finden sind. Auf der 

anderen Seite könnten die kognitiven Herausforderungen des Flugtrainings eine hohe Dichte 

an Kainat-Rezeptoren in DMd erfordern, die vermutlich insbesondere für unreife Neurone 

wichtig sind. Unabhängig von der tatsächlichen neurophysiologischen Ursache dieses 

Unterschieds unterstützen die Ergebnisse der vorliegenden Studie die Existenz einer 

Spezialisierung der dorsomedialen Region, die sich in einen dorsalen und ventralen Teil 

unterscheidet. Die Vernetzung der DM-Region mit wichtigen extrahippocampalen Stationen 

untermauert diese Hypothese. Die bereits beschriebenen sensorischen Afferenzen könnten beim 

Flugtraining durch die größere Menge an wechselnden Sinneseindrücken eine größere Rolle 

spielen als beim Boxtraining. Andererseits könnte die starke Verbindung zu den Septumkernen 

eine Erklärung für die unterschiedliche Verteilung der DCX-positiven Zellen pro mm2 sein. 

Auch innerhalb der Regionen zeigt sich ein unterschiedliches Verteilungsmuster entlang des 

Verlaufs von anterior nach posterior. In der Region DMd zeigt sich der Trainingseffekt in einer 

höheren Anzahl BrdU-NeuN-positiver Zellen pro mm2 in den Trainingsgruppen gegenüber der 

KG in der Ebene A.5.50 und in der Region DMv in der Ebene A.8.25. Für die unreifen 

neugeborenen Neurone lässt sich in der Region DMd ebenso eine höhere Anzahl pro mm2 in 

der FT als in der KG finden, jedoch zeigt die BT eine genauso geringe Anzahl DCX-positiver 

Zellen pro mm2 wie die KG. Dies könnte darauf hindeuten, dass das Box-Training nur in der 

Anfangsphase neue Neurone in dem Abschnitt dieser Region benötigt und daher zum Zeitpunkt 

der Perfusion nur eine hohe Zahl reifer, aber nicht unreifer Neurone in diesem Abschnitt 

gefunden werden konnten. Für die FT zeigt sich zudem eine signifikant geringere Anzahl 

unreifer Neurone in der posterioren Ebene A.4.25 im Vergleich zu der anterioren Ebene und 

der Ebene A.5.50 in der Region DMd. Die Verteilung der unreifen Neurone in der Region DMv 

zeigt ein ganz anderes Muster. Während sich bezüglich der Anzahl der gesamten DCX-

positiven Zellen durchweg eine höhere Anzahl pro mm2 in der KG als in den Trainingsgruppen 
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und in der FT als in der BT zeigt, unterscheiden sich die ovoiden und triangulären DCX-

positiven Zellen in verschiedenen Ebenen auf eine andere Weise. So unterscheidet sich die 

Anzahl der schon in lokale Netzwerke integrierten Neurone zwischen den beiden 

Trainingsgruppen in den posterioren Ebenen und der anterioren Ebene A.9.50 nicht und ist 

geringer als in der KG, was darauf hindeuten könnte, dass das Training die Integration 

neugeborener Neurone in der Region DMv eher in den medial gelegenen Ebenen fördern 

könnte. Der Blick auf die Verteilung der noch migrierenden Neurone in der Region DMv zeigt 

hingegen keine Unterschiede zwischen den ovoid geformten DCX-positiven Zellen pro mm2 in 

den Ebenen A.9.50, A.6.25 und A.5.50. Bei genauerer Betrachtung der Verteilung innerhalb 

der Gruppe, zeigt die Verteilung der gesamten und der ovoiden DCX-positiven Zellen in der 

Region DMv der BT eine Tendenz zur Abnahme der Anzahl der Zellen pro mm2 von anterior 

nach posterior, was in der FT nicht zu beobachten ist. Die anteriore DMv-Region scheint also 

eine höhere Anzahl unreifer Neurone für das Boxtraining zu benötigen.  

Dieses besondere Verteilungsmuster deutet auf eine funktionale Verteilung nicht nur zwischen 

den verschiedenen Regionen, sondern auch entlang der longitudinalen Achse der HF und zeigt, 

dass gewisse gemeinsame Teilfunktionen, die für die einzelnen Trainingsaufgaben von Nöten 

sind, sich auf dieser Achse widerspiegeln könnten.  

Adulte Neurogenese innerhalb der dorsolateralen Regionen (DLd, DLv) 

Die dorsolaterale Region, die von der dorsomedialen Region durch den Sulcus 

parahippocampalis abgegrenzt wird, ist insbesondere mit dem olfaktorischen und visuellen 

Reizsystemen verschaltet (Atoji und Wild, 2004; Benowitz und Karten, 1976). Dabei erhält 

diese Region Afferenzen aus dem Hyperpallium densocellularis (HD), Nidopallium 

frontolaterale (NFL), Hyperpallium laterale (HL) und dem Nucleus dorsolateralis anterior 

thalami pars medialis (DLM) (Atoji et al., 2018; Atoji and Wild, 2019, 2004a). Die weitere 

Verarbeitung dieser Informationen könnte von der DL-Region in die V-Region, weiter in die 

Region DMv und von dort in extrahippocampale Areale erfolgen (Kahn et al., 2003). Im 

Gegensatz zu der Region DM scheint die Verbindung ins laterale Septum eher schwach zu sein. 

Dafür werden von der DL-Region Efferenzen in die DM, Tr und V-Region gesendet (Atoji und 

Wild, 2004). Besonders die hohe Dichte an GABAA-Rezeptoren, AMPA-Rezeptoren und den 

muskarinergen Acetylcholinrezeptoren M1 und M2 imponieren in dieser Region (Herold et al., 

2014). Die meisten Studien legen eine Homologie zum EC des Säugetiergehirns nahe, auch 

wenn das elektrophysiologische Muster eine Ähnlichkeit zu Subiculum Neurone zeigt (Atoji 

und Wild, 2004; Bingman et al., 2006; Herold et al., 2015, 2014; Hough und Bingman, 2004; 

Kahn et al., 2003; N. C. Rattenborg und Martinez-Gonzalez, 2011; Siegel et al., 2002).  
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Der visuelle und olfaktorische Input könnte ein Grund für die hohe Anzahl neugeborener 

Neurone in der DLv Region sein. Während sich sowohl in der BT als auch in der FT die Anzahl 

der BrdU-positiven und BrdU-NeuN-positiven Zellen pro mm2 in den zellreichsten Regionen 

Vl und DLv nicht unterscheiden, zeigt sich ein Unterschied im Hinblick auf die Verteilung der 

neugeborenen unreifen Neurone. Hier zeigt sich in der FT eine höhere Anzahl DCX-positiver 

Zellen in der Region Vl als in der Region DLv. Das Boxtraining scheint also stärker von dem 

Input aus den verschiedenen Bereichen des Hyperpalliums und dem DLM abhängig zu sein. 

Gemeinsam ist den beiden Regionen aber die hohe Dichte an GABA-Rezeptoren, die 

möglicherweise eine entscheidende Rolle für die Entstehung und Integration neuer Neurone hat 

(Literaturangabe fehlt, Du hast ja keine GABA Rezeptoren untersucht). Die individuellen 

Ansprüche, die mit bestimmten Aufgaben einhergehen, könnten dann aber nicht nur durch 

entsprechende Verknüpfungen in extrahippocampale Bereiche, sondern auch aufgrund der 

unterschiedlichen Rezeptorexpression die AHN in verschiedenen Arealen unterstützen. 

Außerdem zeigt sich in der Region DLd, ähnlich zu der Verteilung innerhalb der Region DMv, 

eine höhere Anzahl reifer neugeborener Neurone in der Ebene A.8.25 in den Trainingsgruppen 

als in der KG. Auffallend ist zudem eine homogene Verteilung der unreifen Neurone entlang 

der longitudinalen Achse in den beiden dorsolateralen Regionen, die zum einen weitgehend 

keine Unterschiede zwischen den einzelnen Ebenen innerhalb der Gruppe aufweisen, zum 

anderen aber auch im Gruppenvergleich durchweg in der KG eine höhere Anzahl DCX-

positiver Neurone als in den Trainingsgruppen und in der FT eine höhere Anzahl als in der BT 

zeigen. Damit scheint insbesondere die Region DLv in allen Ebenen eine ähnliche Funktion zu 

erfüllen. Angesichts der insgesamt hohen Anzahl neugeborener Zellen in allen Gruppen könnte 

die Region DLv eine Funktion haben, die einen gemeinsamen Faktor der Versuchsgruppen 

widerspiegelt. Dieser könnte z.B. in nicht weiter spezifizierten Orientierungserfahrungen an 

sich oder auch in sozialen Interaktionen liegen, die bei gleichen Haltungsbedingungen in allen 

Versuchsgruppen in ähnlichem Ausmaß stattfanden.  

 

4.3.5 Funktion der adulten hippocampalen Neurogenese  

Speziesübergreifend scheint die AHN ausgewählte hippocampale Funktionen zu unterstützen 

(Drapeau et al., 2003; Kempermann et al., 1997; van Praag et al., 1999). Dabei scheint AHN 

neben kontextueller Angstkondition vor allem das räumliche Lernen zu verbessern (Übersicht 

in (Cameron und Glover, 2015). Die frühe Axonbildung von neugeborenen Neurone deutet 

dabei auf eine frühe Integration dieser neuen Zellen in Netzwerke hin (Hastings und Gould, 

1999; Schinder und Gage, 2004). Auch die hohe Expression von Immediate early gene (IEGp) 

von neugeborenen Neurone, die nach bis zu fünf Wochen ähnlich hoch ist wie die von alten 
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Körnerzellen im GD von Nagetieren während der Trainingsphase für eine räumliche 

Orientierungsaufgabe, weist auf einen frühen funktionell bedeutenden Beitrag der 

neugeborenen Neurone hin (Jessberger und Kempermann, 2003). Allerdings scheinen nicht alle 

hippocampalen Funktionen von einer Reduktion der AHN beeinträchtigt zu werden (Groves et 

al., 2013; Saxe et al., 2006). Lernen an sich scheint auch ohne AHN möglich zu sein 

(Jaholkowski et al., 2009). Möglicherweise ist der Schwierigkeitsgrad der Aufgabe 

entscheidend dafür, ob AHN für gewisse Lernprozesse benötigt wird (Cameron und Glover, 

2015; Kempermann, 2002). Kempermann et al. schlagen daher vor, dass Lernen die AHN 

lediglich stimuliert und dass neue Neurone für verschiedene Aufgaben in unterschiedlichem 

Maße benötigt werden (Kempermann, 2002). Ein ähnliches Fazit lässt sich auch aus den 

vorliegenden Ergebnissen ziehen. Da sich die beiden Trainingsgruppen in der Anzahl reifer 

neugeborener Neurone nicht voneinander, hingegen aber von der KG unterscheiden, könnte das 

Training und damit das intensive Lernen die AHN angeregt haben. Welche Lernmethode 

verwendet wird, scheint dabei nur im Hinblick auf die mögliche funktionelle Verteilung in den 

einzelnen Regionen und zum Teil entlang der anterior-posterioren Achse von Bedeutung zu 

sein. 

Nach Gehirnschädigungen oder Eingriffen, die mit dem Untergang von Neurone einhergehen, 

wie z.B. Schlaganfällen, kommt es zu einem kompensatorischen Anstieg der AN (diskutiert in 

(Cope und Gould, 2019; Doetsch und Scharff, 2001). Interessanterweise scheinen diese neuen 

Neurone jedoch negative Auswirkungen auf kognitive Prozesse zu haben, was auf eine gestörte 

synaptische Integration der neuen Neurone in das geschädigte Gewebe hinweisen könnte 

(Cuartero et al., 2019). 

AHN könnte somit wichtig sein, um Informationen lebenslang stabil zu erhalten (Duque et al., 

2022). Dies könnte durch den Ersatz alter geschädigter Neurone durch neue Neurone erfolgen 

(Wilbrecht und Kirn, 2004). Allerdings erschweren stabile neuronale Netzwerke die Integration 

neuer Informationen (Kempermann, 2012). Neugeborene Neurone könnten daher eine Lösung 

für dieses Problem darstellen, da so neue Informationen in neuen Neurone gespeichert werden 

könnten, ohne bestehende Netzwerke zu beeinträchtigen (Deng et al., 2010; Kempermann, 

2012; Wilbrecht und Kirn, 2004; Wiskott et al., 2006). Damit würde die AHN einen wichtigen 

Beitrag zur kognitiven Flexibilität leisten (Kempermann, 2012). Dies könnte ein evolutionärer 

Anpassungsvorteil gewesen sein (Bateson und Gluckman, 2012). Damit ließe sich auch eine 

altersabhängige Abnahme von Fähigkeiten, die ein hohes Maß an kognitiver Flexibilität 

erfordern, wie z.B. das Erlernen einer Fremdsprache, mit einer Abnahme der AN im Alter 

erklären (Birdsong, 2018). Ähnliches gilt auch für das Gesangserlernen von Singvögeln, bei 

denen beispielsweise erwachsene Zebrafinken (Taeniopygia) keine neuen Gesangselemente 
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mehr erlernen (Wilbrecht und Kirn, 2004). Dass neue Informationen flexibel integriert werden 

können, könnte insbesondere die Funktion kontextbasierter Aufgaben, wie z.B. die 

Mustertrennung, ermöglichen (Aimone et al., 2009; Cameron und Glover, 2015; Deng et al., 

2010). Auch räumliche Gedächtnisaufgaben könnten von dieser Flexibilität profitieren, vor 

allem bei Veränderungen der Ausgangsposition (Garthe et al., 2009). So könnte insbesondere 

die FT von der AHN profitiert haben, da sie im Laufe des Trainings immer wieder von 

verschiedenen Orten freigelassen wurde und somit neue Informationen in die bereits 

bestehenden Landkarten integrieren musste. Die Aufgabe der BT in der Skinner-Box erforderte 

eine Unterscheidung verschiedener Symbole auch im Kontext zu variierenden Konstellationen 

und stellt damit nicht nur eine Repräsentation der Orientierungsleistung, sondern auch der 

Fähigkeit zur Mustertrennung dar. Dies ist ein weiterer möglicher Ansatzpunkt dafür, dass sich 

keine Unterschiede zwischen den Trainingsgruppen in der Anzahl der reifen neugeborenen 

Neurone finden lassen.  

Zwischen den beiden Trainingsgruppen sind aber auch die verschiedenen 

Orientierungsmechanismen zu berücksichtigen, die in den unterschiedlichen Designs gefordert 

wurden. Während sich die FT in den Flügen an Landmarken, olfaktorische Informationen, dem 

Sonnenkompass und Magnetfeldinformationen orientieren musste, musste sich die BT in der 

Skinner-Box an der zweidimensionalen geometrischen Anordnung der Umgebung orientieren. 

Auch die Orientierung an geometrischen Informationen scheint HF-abhängig zu sein (Vargas 

et al., 2004). Im Vergleich dieser beiden Orientierungsmöglichkeiten konnten Mehlhorn und 

Rehkämper zeigen, dass sich Tauben bei der Orientierung vorzugsweise an Landmarken 

orientierten (Mehlhorn und Rehkaemper, 2017). In dieser Studie wurde ebenso untersucht, ob 

sich Navigationserfahrungen auf die Verarbeitung geometrischer Formen auswirken könnten. 

Auch wenn sich dies nicht zeigen lies, benötigten die unerfahrenen Tauben eine längere Zeit, 

um das vorangegangene Training zu absolvieren und sich an die neue Situation zu adaptieren 

(Mehlhorn und Rehkaemper, 2017). Dies könnte durch eine erhöhte kognitive Flexibilität der 

HF durch die Navigationserfahrungen und eine dementsprechende Stärkung der weiteren 

Hippocampusfunktionen erklärt werden.  

Eine Möglichkeit, diese kognitive Flexibilität zu gewährleisten, könnte eine neurogene Reserve 

sein (Kempermann, 2008). Fraglich ist jedoch, wie genau die Bereitstellung aus dieser Reserve 

ablaufen könnte. Ein Großteil der neugeborenen Neurone stirbt innerhalb der ersten Wochen 

nach Entstehung zumindest bei Nagetieren ab (Lu et al., 2011; Pilz et al., 2018; Sierra et al., 

2010). 60 Prozent dieser Zellen sterben dabei in den ersten zwei Tagen nach ihrer Geburt (Sierra 

et al., 2010). Dies würde erklären, warum in allen Versuchsgruppen die Zahl der unreifen noch 

migrierenden Neurone kleiner ist als die Zahl der unreifen Neurone, die bereits in neuronale 
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Schaltkreise integriert sind. Somit könnte es durch verschiedene Faktoren zur Anregung der 

Bildung neuer Neurone kommen, die jedoch bei Ausbleiben der Verwendung und damit der 

funktionellen Integration absterben. Beim Vergleich der Anzahl unreifer Neurone zeigt sich, 

dass die KG und FT durchweg mehr dieser DCX-positiven Zellen aufweisen als die BT. Sowohl 

die KG als auch die FT durften außerhalb der Unterbringung fliegen. Möglicherweise spiegelt 

die hohe Anzahl unreifer Neurone eine Reaktion auf die Erkundungsflüge wider, die der HF 

möglicherweise als eine Reserve oder zur Vorbereitung auf die mögliche Integration neuer 

Informationen dienen könnte. Diese Annahme spiegelt sich auch in Studien wider, die zeigen 

konnten, dass Erkundungsflüge im jungen Alter gepaart mit einem speziellen Flugtraining die 

Fähigkeit von Tauben zurück zum Schlag zu finden verbessert (Lipp et al., 2004; Matthews, 

1963, 1953; Wallraff, 2005). Außerdem zeigten Tauben, die außerhalb des Taubenschlages frei 

fliegen durften und im ersten Lebensjahr durch Wettflüge viel Navigationserfahrung sammeln 

konnten, größere HF (Cnotka et al., 2008). Diese Rekrutierung auf Reserve zeigt sich auch 

darin, dass die MW der neugeborenen unreifen Neurone in der KG und FT größer sind als die 

MW der neugeborenen reifen Neurone und sich dieses Verhältnis in der BT genau umgekehrt 

darstellt. Die KG weist in den Regionen Vl, DMv, DLd und DLv mehr unreife Neurone als die 

FT auf. Möglicherweise deutet dies daraufhin, dass durch das vorangegangene Training der FT 

bereits spezifischere neuronale Netzwerke bestanden, die eine geringere Bereitschaft neuer 

Neurone erfordern.  
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4.4 Zukunftsperspektiven  
4.4.1 Unbeantwortete Forschungsfragen 

Weitere Navigationsmechanismen 

Die räumliche Orientierung der Tauben erfolgt mittels verschiedener 

Navigationsmechanismen, die bereits in Kapitel «Räumliche Orientierung und 

Navigationsfähigkeit der Taube» erläutert wurden. So kann nicht ausgeschlossen werden, dass 

bestimmte Teilmechanismen sich stärker auf die AHN auswirken als andere. Insbesondere das 

olfaktorische System scheint eine wichtige Rolle für die Navigationsfähigkeit an unbekannten 

Orten zu spielen (Gagliardo et al., 2008, 2001). So könnten verschiedenen Regionen der HF 

sensibler auf olfaktorische Reize reagieren und andere wiederum sensibler auf visuelle 

Informationen. Weitere Untersuchungen, die sich auf spezifische Teilfunktionen des 

komplexen Navigationsmechanismus von Tauben fokussieren, könnten daher die 

Spezialisierung der sieben HF-Regionen detaillierter aufschlüsseln und die vorliegende Studie 

dahingehend ergänzen.  

Lateralisation 
Bei vielen Spezies konnte bereits eine funktionelle Aufteilung zwischen den beiden 

Gehirnhälften gefunden werden (Vallortigara und Rogers, 2005). Eine seitendifferente 

Auswertung der Einflüsse verschiedener Lernbedingungen auf die AHN der Taube, die in der 

vorliegenden Studie nicht durchgeführt wurde, könnte ebenfalls weitere Erkenntnisse über 

spezifische Reaktionen in der HF liefern. In vergangenen Studien zur Lateralisation der aviären 

HF konnten Unterschiede zwischen den beiden HF-Seiten gefunden werden (Gagliardo et al., 

2005, 2001; Jonckers et al., 2015; Mehlhorn et al., 2010; Nardi und Bingman, 2007).  

Mikroglia  

Doch nicht nur auf makroskopischer, sondern auch auf mikroskopischer Ebene könnten weitere 

Studien die vorliegende Untersuchung ergänzen. Wie bereits erläutert, wurde im Rahmen dieser 

Studie keine Quantifizierung der Mikroglia vorgenommen, die ebenfalls einen Einfluss auf das 

Ausmaß der AHN haben könnte. Darüber hinaus bietet auch die Untersuchung der 

Veränderungen der EZM Möglichkeiten, die AHN in ihren einzelnen Prozessen detaillierter 

nachzuvollziehen. So scheint beispielsweise die Anreicherung der Umwelt sich auf den Gehalt 

der Chondroitinsulfat-Proteoglykane auszuwirken (Yamada et al., 2018). Auch weitere 

Proteine der EZM wie Reelin, aber auch Matrix-Metalloproteinasen scheinen die hippocampale 

synaptische Plastizität und die Migrationsfähigkeit von Neurone zu beeinflussen (Ferrer-Ferrer 

und Dityatev, 2018; Lee und D’Arcangelo, 2016; Pujadas et al., 2010). Durch perineuronale 

Netze bestehend aus Chondroitinsulfat-Proteoglykane, Hyaluron, Verbindungsproteinen und 
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Tenascin, ein weiteres Protein der EZM mit Relevanz für die Entstehung neuer Neurone im 

HC, wird die kognitive Plastizität maßgeblich beeinflusst (Sorg et al., 2016). Daher könnten 

verschiedene Lerneinflüsse die Verteilung der Mikoglia beeinflussen und weitere Hinweise auf 

die Prozesse der AHN im Taubengehirn geben, die in dieser Studie nicht berücksichtigt wurden.  

 

4.4.2 Empfehlung zur weiteren Forschung  

Obwohl die Ergebnisse der vorliegenden Studie wichtige Hinweise auf eine dreidimensionale 

funktionelle Aufteilung der HF geben, ist weitere Forschung notwendig, um die genauen 

Unterfunktionen verschiedener Aufgaben spezifischen Loci zuzuordnen. Insbesondere 

Aufgabentypen mit spezifischem Fokus auf hippocampus-abhängigen Funktionen könnten ein 

Mapping der HF ermöglichen, wie es bereits für den menschlichen HC gelungen ist (Amunts 

und Zilles, 2015). Diese Grundlage würde einen genaueren Vergleich der Vogel HF mit dem 

Säugetier HC ermöglichen und damit vielleicht auch eine genauere Identifizierung möglicher 

Äquivalente zum DG und Ammonshorn. Die starke Ausprägung der AHN im Gehirn der Taube 

könnte so besser genutzt werden, um z.B. die Auswirkungen verschiedener Lernmodi auch auf 

den Menschen zu übertragen. Gerade aufgrund der Entwicklung der letzten Jahre hin zum 

intensiveren digitalen Lernen in Schulen, Universitäten und auch in den meisten 

Arbeitssektoren, ist eine genauere Untersuchung des Einflusses auf die Effektivität des Lernens 

von großer Bedeutung.  

Die Erforschung der genauen Prozesse der AHN, bietet nicht nur Vorteile auf der Ebene der 

physiologischen Veränderungen, sondern auch die Möglichkeit, bestimmte für den 

menschlichen Organismus relevante Pathologien besser zu verstehen und damit die 

Entwicklung möglicher Therapieansätze zu fördern. Sowohl psychiatrische Erkrankungen wie 

Depressionen und Angststörungen, neurologische Erkrankungen, wie Epilepsien, als auch 

neurodegenerative Erkrankungen wie die Amyotrophe Lateralsklerose, Chorea Huntington, 

Morbus Parkinson und verschiedene Demenzformen, sind mit einer gestörten AHN assoziiert 

(Becker et al., 2009; Blümcke et al., 2001; D’Alessio et al., 2010; Terreros-Roncal et al., 2021). 

Der Zusammenhang zwischen Depressionen und der AHN spiegelt sich einerseits in einer 

verminderten kognitiven Flexibilität bei Depressionen wider (Murphy et al., 2012). Zum 

anderen scheinen auch Aufgaben mit einem Delayed-match-to-sample-Design betroffen zu 

sein, die im Tiermodell einen Einfluss von AN zeigten (Becker et al., 2009). Des Weiteren 

zeigten AN-blockierte Nagetiere in entsprechenden Experimenten ein depressionsähnliches 

Verhalten (Zhou 2013). Ein möglicher Zusammenhang könnte in der daraus resultierenden 

inadäquaten Stressverarbeitung durch den HC sein. Umgekehrt scheinen Antidepressiva die 

AN zu fördern (Malberg et al., 2000). Aus pharmakologischer Sicht scheint insbesondere der 
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Effekt von Medikamenten auf die AHN für die positiven Aspekte auf die Stressresistenz und 

die Verbesserung der kognitiven Leistungen verantwortlich zu sein (Carli 2021).  

Histologisch zeigen sich bei neurodegenerativen Erkrankungen nicht nur morphologische 

Veränderungen der Körnerzellen des GD, sondern auch Veränderungen der Expression von 

Differenzierungsmarkern (Terreros-Roncal et al., 2021). Auch die Hömostase scheint sich im 

Rahmen dieser Erkrankungen, aber auch im Alter, zu verändern und es scheint zu einer 

verminderten Phagozytose durch Mikroglia und einer fortschreitender Astrogliose zu kommen 

(Terreros-Roncal et al., 2021). Auch frühere räumliche Lerndefizite bei Chorea Huntington 

könnten auf die frühe Veränderungen im HC zurückzuführen sein (Harris et al., 2019). 

PatientInnen mit Morbus Parkinson scheinen zudem eine hohe Anzahl unreifer Körnerzellen 

im GD bei einer niedrigen Anzahl reifer Körnerzellen aufzuweisen (Terreros-Roncal et al., 

2021). Einen besonderen Fokus stellt der HC bei der Alzheimer-Demenz dar und zeigt bei 

fortschreitender Erkrankung ebenfalls eine gestörte Neurogenese (Moreno-Jiménez et al., 

2019). 

Daraus resultiert, dass weitere Erkenntnisse über die Beeinflussung der AHN bzw. die 

Möglichkeiten die AHN zu fördern, in mögliche therapeutischen Maßnahmen resultieren 

könnten. Gerade die weitere Untersuchung zum Einfluss der unterschiedlichen Lern- und 

Umweltbedingungen auf die AHN könnten die Effektivität von rehabilitativen Programmen 

maßgeblich beeinflussen und die Effektivität verschiedener Lernmodi in einer sich stetig 

entwickelnden Welt, die eine schnelle Aufnahme von einer großen Anzahl neuer Informationen 

erfordert, bewerten. 

So bietet die vorliegende Forschungsarbeit neue Erkenntnisse über mögliche Spezialisierungen 

der HF entlang der anterior-posterior Achse und verschiedener Regionen. Welche genauen 

Funktionen die verschiedenen Bereiche der HF haben, muss jedoch noch weiter erforscht 

werden.  
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8.  Anhang  
 
7.1 Hersteller der Lösungen  

• 0,9% isotonische Kochsalzlösung: 100ml, Fa.: Fresenius Kabi AG, Deutschland 

• 37% Salzsäure 2,5L: Bestell-Nr. 1.00317.2500, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 5- 

• Bromo-2‘desoxyunidin: Bestell-Nr. B5002, Fa.: Sigma-Aldrich, USA 

• Aqua dest.: Milli-Q® IQ 7000, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Borsäure B0252: 500g, Fa.: Sigma-Aldrich, USA 

• Dikaliumhydrogenphosphat: Bestell-Nr. 26932.290, Fa.: VWR International, USA 

• Ethanol: Bestell-Nr. 1.00983.1011, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Fluoromount-G®: 25ml, Fa.: Southern Biotech, USA 

• Gelatine: Bestell-Nr. 1.04078.0500, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Glycerol: Bestell-Nr. 3783.1, Fa.: Carl Roth, Deutschland 

• Isopentan: 2,5 L, Bestell-Nr. 24872.323, Fa.: VWR International, USA 

• Natriumazid: 100g, Bestell-Nr. 106688.0100, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Natriumchlorid: Bestell-Nr. 1.06404.1000, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Natriumdihydrogenphosphat-Monohydrat: Bestell-Nr. 1.06346.1000, Fa.: Merck 

KGaA, Deutschland 

• Natriumhydroxid: 500 g, Bestell-Nr. 1.06498.0500, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Paraformaldehyd: 1kg, Bestell-Nr. 8.18715.1000, Fa.: VWR International, USA 

• Rinderalbuminserum A2153-100G, Fa.: Sigma-Aldrich, USA 

• Saccharose: Bestell-Nr. S0389-1 KG, Fa.: Sigma-Aldrich, USA 

• Triton-X-100: Bestell-Nr. 1.08603.1000, Fa.: Merck KGaA, Deutschland 

• Ziegenserum S-1000-20: Fa.: Vector Laboratories, USA  
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7.2 Verteilung der neuenstandenen Zellen innerhalb der einzelnen 

hippocampalen Regionen 
 

7.2.1 Verteilung zwischen den Gruppen 

Mann-Whitney-U-Test 
 
Färbungen BrdU BrdU-S100β BrdU-NeuN 

Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

Vm 0,002 0,001 0,540 0,016 0,042 0,540 0,000 0,000 0,488 

Vl       0,016 0,052 0,713 0,000 0,000 0,111 

Tr 0,016 0,003 0,438       0,000 0,000 0,713 

DMd 0,001 0,003 0,131 0,001 0,042 0,775 0,000 0,000 0,540 

DMv 0,004 0,003 0,653       0,000 0,001 0,895 

DLd 0,002 0,017 0,307       0,000 0,000 0,307 

DLv 0,025 0,013 0,838       0,000 0,000 0,348 

Tabelle 26: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen zwischen den Gruppen in der 
Dreifachfärbung, wenn der Kruskal-Wallis-Test signifikant war. 

 
Färbungen DCX ges DCX tri 

 
DCX ovo 
 

Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

Vm 0,002 0,653 0,004 0,001 0,236 0,007 0,037 0,206 0,006 

Vl 0,000 0,001 0,000 0,000 0,000 0,001 0,001 0,838 0,000 

Tr 0,003 0,438 0,001 0,003 0,775 0,002 0,270 0,079 0,023 

DMd 0,002 0,348 0,014 0,020 0,391 0,017 0,006 0,540 0,021 

DMv 0,000 0,002 0,001 0,000 0,000 0,004 0,000 0,037 0,001 

DLd 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,002 0,000 

DLv 0,000 0,000 0,004 0,000 0,001 0,002 0,000 0,003 0,006 

Tabelle 27: p-Werte der post-hoc-Testung der Verteilung der neuenstandenen Zellen innerhalb 
der einzelnen hippocampalen Regionen zwischen den Gruppen in der Zweifachfärbung, wenn 
der Kruskal-Wallis-Test signifikant war.  

  

7.2.2 Verteilung innerhalb einer Gruppe  

Wilcoxon Matched Pairs Test 

BrdU-positive Zellen  
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A) 
BT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,005 0,285 0,047 0,878 0,114 0,009 
Vl 0,005   0,005 0,005 0,005 0,005 0,059 
Tr 0,285 0,005   0,646 0,333 0,878 0,005 
DMd 0,047 0,005 0,646   0,139 0,169 0,007 
DMv 0,878 0,005 0,333 0,139   0,059 0,007 
DLd 0,114 0,005 0,878 0,169 0,059   0,07 
DLv 0,009 0,059 0,005 0,007 0,007 0,07   
B) 

FT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,008 0,214 0,173 0,214 0,038 0,008 
Vl 0,008   0,008 0,011 0,008 0,008 0,214 
Tr 0,214 0,008   0,139 0,015 0,011 0,008 
DMd 0,173 0,011 0,139   0,594 0,678 0,011 
DMv 0,214 0,008 0,015 0,594   0,066 0,008 
DLd 0,038 0,008 0,011 0,678 0,066   0,008 
DLv 0,008 0,214 0,008 0,011 0,008 0,008   

Tabelle 28: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-positiven 
Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der Boxtrainingsgruppe (A) 
und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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BrdU-NeuN-positive Zellen  
A) 
BT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,005 0,037 0,139 0,445 0,139 0,005 

Vl 0,005   0,005 0,005 0,005 0,005 0,074 

Tr 0,037 0,005   0,575 0,139 0,386 0,005 

DMd 0,139 0,005 0,575   0,139 0,285 0,009 

DMv 0,445 0,005 0,139 0,139   0,047 0,005 

DLd 0,139 0,005 0,386 0,285 0,047   0,007 

DLv 0,005 0,074 0,005 0,009 0,005 0,007   
 
B) 
FT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,008 0,015 0,953 0,515 0,086 0,011 

Vl 0,008   0,008 0,008 0,008 0,011 0,173 

Tr 0,015 0,008   0,110 0,015 0,021 0,011 

DMd 0,953 0,008 0,110   0,594 0,214 0,021 

DMv 0,515 0,008 0,015 0,594   0,314 0,011 

DLd 0,086 0,011 0,021 0,214 0,314   0,021 

DLv 0,011 0,173 0,011 0,021 0,011 0,021   

Tabelle 29: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-NeuN-
positiven Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der 
Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA 
signifikant war 
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DCX-positive Zellen 
A) 
BT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,005 0,959 0,036 0,575 0,959 0,037 

Vl 0,005   0,005 0,005 0,005 0,005 0,005 

Tr 0,959 0,005   0,015 0,203 0,314 0,011 

DMd 0,036 0,005 0,015   0,011 0,008 0,008 

DMv 0,575 0,005 0,203 0,011   0,959 0,009 

DLd 0,959 0,005 0,314 0,008 0,959   0,008 

DLv 0,037 0,005 0,011 0,008 0,009 0,008   
 
B) 
FT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,005 0,074 0,508 0,878 0,037 0,022 

Vl 0,005   0,005 0,007 0,005 0,005 0,005 

Tr 0,074 0,005   0,646 0,022 0,013 0,022 

DMd 0,508 0,007 0,646   0,203 0,074 0,037 

DMv 0,878 0,005 0,022 0,203   0,028 0,028 

DLd 0,037 0,005 0,013 0,074 0,028   0,333 

DLv 0,022 0,005 0,022 0,037 0,028 0,333   

Tabelle 30: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Test der Verteilung der DCX-positiven Zellen 
innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der Boxtrainingsgruppe (A) und 
der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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Trianguläre DCX-positive Zellen  
A) 
BT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,011 0,176 0,046 0,327 0,515 0,011 

Vl 0,011   0,012 0,012 0,017 0,036 0,260 

Tr 0,176 0,012   0,028 0,018 0,161 0,012 

DMd 0,046 0,012 0,028   0,018 0,018 0,012 

DMv 0,327 0,017 0,018 0,018   0,889 0,025 

DLd 0,515 0,036 0,161 0,018 0,889   0,021 

DLv 0,011 0,260 0,012 0,012 0,025 0,021   
 
B) 
FT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,022 0,508 0,086 0,678 0,169 0,093 

Vl 0,022   0,009 0,005 0,005 0,005 0,007 

Tr 0,508 0,009   0,169 0,241 0,093 0,022 

DMd 0,086 0,005 0,169   0,214 0,028 0,005 

DMv 0,678 0,005 0,241 0,214   0,059 0,013 

DLd 0,169 0,005 0,093 0,028 0,059   0,114 

DLv 0,093 0,007 0,022 0,005 0,013 0,114   

Tabelle 31: p-Werte eds Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der triangulären DCX-
positiven Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der 
Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA 
signifikant war.  
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Ovoide DCX-positive Zellen  
A) 
BT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,005 0,767 0,046 0,721 0,953 0,066 

Vl 0,005   0,005 0,005 0,005 0,005 0,005 

Tr 0,767 0,005   0,015 0,333 0,441 0,028 

DMd 0,046 0,005 0,015   0,015 0,015 0,008 

DMv 0,721 0,005 0,333 0,015   0,878 0,009 

DLd 0,953 0,005 0,441 0,015 0,878   0,008 

DLv 0,066 0,005 0,028 0,008 0,009 0,008   
 
B) 
FT Vm Vl Tr DMd DMv DLd DLv 
Vm   0,005 0,203 0,646 0,508 0,028 0,028 

Vl 0,005   0,005 0,009 0,005 0,005 0,005 

Tr 0,203 0,005   0,445 0,013 0,009 0,028 

DMd 0,646 0,009 0,445   0,333 0,074 0,139 

DMv 0,508 0,005 0,013 0,333   0,028 0,028 

DLd 0,028 0,005 0,009 0,074 0,028   0,445 

DLv 0,028 0,005 0,028 0,139 0,028 0,445   
 
Tabelle 32: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der ovoiden DCX-
positiven Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der 
Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA 
signifikant war.  

 

7.3 Verteilung der neuenstandenen Zellen entlang der anterior-posterior 

Ebene 
7.3.1 Verteilung zwischen den Gruppen 

Mann-Whitney-U-Test 
 
Färbungen BrdU S100b NeuN 

Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50 0,030 0,064 0,488 0,001 0,004 0,055       

A.8.25 0,003 0,005 0,713 0,000 0,000 0,653 0,037 0,004 0,903 

A.6.75 0,020 0,006 0,438 0,000 0,000 0,462 0,008 0,112 0,438 

A.5.50 0,006 0,013 0,307 0,000 0,000 0,153       

A.4.25 0,004 0,004 0,775 0,000 0,000 0,838       

Tabelle 33: p-Werte des Mann-Whitney-U-Test der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achse zwischen den Gruppen in der Dreifachfärbung, wenn der 
Kruskal-Wallis-Test signifikant war.  
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Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 

Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50 0,000 0,002 0,000 0,000 0,002 0,000 0,000 0,030 0,000 

A.8.25 0,000 0,020 0,000 0,000 0,003 0,000 0,000 0,391 0,000 

A.6.75 0,000 0,002 0,000 0,000 0,000 0,002 0,001 0,025 0,000 

A.5.50 0,000 0,004 0,000 0,000 0,000 0,002 0,000 0,094 0,000 

A.4.25 0,000 0,001 0,001 0,000 0,001 0,016 0,000 0,001 0,001 

Tabelle 34: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achse zwischen den Gruppen in der Dreifachfärbung, wenn der 
Kruskal-Wallis-Test signifikant war 

 
7.3.2 Verteilung innerhalb einer Gruppe  

Wilcoxon Matched Pairs Test 

BrdU-positive Zellen  

BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50   0,074 0,022 0,028 0,721 

A.8.25 0,074   0,721 0,799 0,047 

A.6.75 0,022 0,721   0,575 0,037 

A.5.50 0,028 0,799 0,575   0,074 

A.4.25 0,721 0,047 0,037 0,074   

Tabelle 35: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-positiven 
Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der Boxtrainingsgruppe, 
wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

DCX-positive Zellen  
A) 
BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50   0,799 0,575 0,959 0,059 

A.8.25 0,799   0,241 0,575 0,022 

A.6.75 0,575 0,241   0,878 0,022 

A.5.50 0,959 0,575 0,878   0,017 

A.4.25 0,059 0,022 0,022 0,017   
B) 

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50   0,114 0,445 0,333 0,008 

A.8.25 0,114   0,047 0,047 0,008 

A.6.75 0,445 0,047   0,445 0,008 

A.5.50 0,333 0,047 0,445   0,011 

A.4.25 0,008 0,008 0,008 0,011   

Tabelle 36: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Test der Verteilung der DCX-positiven Zellen 
innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der Boxtrainingsgruppe (A) und 
der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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Trianguläre DCX-positive Zellen  
A) 
BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50   0,859 0,285 0,859 0,021 

A.8.25 0,859   0,386 0,859 0,021 

A.6.75 0,285 0,386   0,515 0,015 

A.5.50 0,859 0,859 0,515   0,018 

A.4.25 0,021 0,021 0,015 0,018   
B) 

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50   0,203 0,508 0,139 0,008 

A.8.25 0,203   0,169 0,037 0,008 

A.6.75 0,508 0,169   0,203 0,011 

A.5.50 0,139 0,037 0,203   0,011 

A.4.25 0,008 0,008 0,011 0,011   

Tabelle 37: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der triangulären DCX-
positiven Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der 
Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA 
signifikant war.  

Ovoide DCX-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50   0,203 0,333 0,241 0,015 

A.8.25 0,203   0,114 0,959 0,021 

A.6.75 0,333 0,114   0,139 0,015 

A.5.50 0,241 0,959 0,139   0,015 

A.4.25 0,015 0,021 0,015 0,015   

Tabelle 38: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Test der Verteilung der ovoiden DCX-
positiven Zellen innerhalb der einzelnen hippocampalen Regionen innerhalb der 
Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA signifikant war. 

 

7.4 Verteilung der neuenstandenen Zellen innerhalb der einzelnen 

hippocampalen Regionen entlang der anterior-posterior Achse  
 

7.4.1 Vergleich zwischen den einzelnen Gruppen  

Mann-Whitney-U-Test 

Ventromediale Region (Vm) 
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A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50                   

A.8.25 0,002 0,001 0,191 0,000 0,000 0,744       

A.6.75 0,005 0,003 0,683 0,000 0,000 0,131       

A.5.50 0,000 0,001 0,414 0,000 0,000 0,111 0,030 0,377 0,055 

A.4.25 0,005 0,002 0,391 0,000 0,001 0,775       

B) 

Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50                   

A.8.25                   

A.6.75 0,006 0,596 0,005 0,003 0,683 0,013 0,072 0,327 0,034 

A.5.50       0,025 0,079 0,473 0,713 0,030 0,017 

A.4.25 0,006 0,331 0,066 0,000 0,022 0,540       
Tabelle 39: p-Werte des Mann-Whitney-U-Test der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der ventromedialen Region (Vm) zwischen den Gruppen 
in der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-Wallis-Test 
signifikant war. 
Ventrolaterale Region (Vl) 
A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50                   

A.8.25 0,178 0,010 0,270 0,000 0,000 0,488       

A.6.75       0,000 0,000 0,967 0,009 0,024 0,288 

A.5.50       0,000 0,001 0,016 0,004 0,508 0,153 

A.4.25       0,000 0,000 0,903       
 
B) 
Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50                   

A.8.25 0,004 0,348 0,000 0,001 0,020 0,002 0,008 0,037 0,000 

A.6.75 0,000 0,002 0,001 0,000 0,000 0,006 0,003 0,903 0,001 

A.5.50 0,000 0,001 0,000 0,000 0,001 0,005 0,002 0,488 0,005 

A.4.25 0,000 0,000 0,001 0,000 0,001 0,066 0,000 0,001 0,001 

Tabelle 40: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der ventrolateralen Region (Vl) zwischen den Gruppen 
in der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-Wallis-Test 
signifikant war 
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Trianguläre Region (Tr) 
A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50                   

A.8.25 0,001 0,001 0,903 0,000 0,001 0,967       

A.6.75 0,438 0,010 0,094 0,003 0,003 0,744       

A.5.50 0,037 0,003 0,025 0,001 0,001 0,967 0,013 0,596 0,007 

A.4.25 0,045 0,017 0,713 0,000 0,001 0,744       
 
B) 
Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50                   

A.8.25 0,775 0,079 0,026             

A.6.75 0,001 0,775 0,021 0,010 0,391 0,290 0,022 0,307 0,014 

A.5.50       0,010 0,111 0,104       

A.4.25 0,005 0,377 0,041 0,001 0,122 0,111       

Tabelle 41: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der triangulären Region (Tr) zwischen den Gruppen in 
der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-Wallis-Test 
signifikant war. 
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Dorsale dorsomediale Region (DMd) 
A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50 0,008 0,013 0,596 0,001 0,005 0,270 0,020 0,093 0,596 

A.8.25 0,001 0,022 0,131 0,000 0,000 0,838       

A.6.75 0,002 0,005 0,870 0,000 0,001 0,348       

A.5.50 0,010 0,010 0,903 0,000 0,000 0,540 0,027 0,042 0,903 

A.4.25 0,001 0,006 0,806 0,000 0,000 0,288       
 
B) 
Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50 0,001 0,540 0,021 0,030 0,540 0,064 0,003 0,713 0,076 

A.8.25                   

A.6.75 0,236 0,236 0,064 0,967 0,153 0,140       

A.5.50 0,713 0,005 0,003 0,967 0,288 0,273 0,713 0,016 0,009 

A.4.25                   

Tabelle 42: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der dorsale dorsomediale Region (DMd) zwischen den 
Gruppen in der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-Wallis-
Test signifikant war. 
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Ventrale dorsomediale Region (DMv) 
A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50 0,037 0,022 0,713 0,000 0,017 0,045       

A.8.25 0,002 0,093 0,903 0,000 0,001 0,488 0,014 0,003 0,348 

A.6.75 0,013 0,013 0,540 0,001 0,001 0,903       

A.5.50 0,010 0,008 0,206 0,001 0,000 0,221       

A.4.25 0,020 0,004 0,206 0,001 0,001 1,000       
 
B) 
Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 
A.9.50 0,000 0,037 0,041 0,002 0,153 0,121 0,001 0,131 0,049 

A.8.25 0,000 0,003 0,006 0,000 0,001 0,307 0,000 0,037 0,006 

A.6.75 0,000 0,006 0,000 0,000 0,000 0,014 0,000 0,111 0,000 

A.5.50 0,000 0,010 0,021 0,000 0,001 0,186 0,001 0,079 0,011 

A.4.25 0,000 0,005 0,003 0,001 0,015 0,111 0,000 0,006 0,003 

Tabelle 43: p-Werte des Mann-Whitney-U-Test der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der ventralen dorsomedialen Region (DMv) zwischen 
den Gruppen in der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-
Wallis-Test signifikant war.  

Dorsale dorsolaterale Region (DLd) 
A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50 0,010 0,077 0,111 0,001 0,004 0,307       

A.8.25 0,004 0,185 0,178 0,000 0,001 0,131 0,041 0,005 0,206 

A.6.75 0,004 0,022 0,775 0,001 0,000 0,838       

A.5.50 0,005 0,064 0,165 0,002 0,006 0,540       

A.4.25                   
 
B) 
Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 
A.9.50 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,013 0,002 

A.8.25 0,000 0,000 0,000 0,000 0,001 0,001 0,000 0,006 0,002 

A.6.75 0,000 0,000 0,001 0,000 0,000 0,014 0,000 0,004 0,001 

A.5.50 0,000 0,001 0,000 0,000 0,001 0,021 0,000 0,008 0,001 

A.4.25                   

Tabelle 44: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der dorsalen dorsolateralen Region (DLd) zwischen den 
Gruppen in der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-Wallis-
Test signifikant war.  



 198 

Ventrale dorsolaterale Region (DLv) 
A) 
Färbungen BrdU S100b NeuN 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 

A.9.50       0,001 0,001 0,438       

A.8.25       0,000 0,000 0,540       

A.6.75       0,009 0,002 0,131       

A.5.50       0,001 0,003 0,236       

A.4.25                   
 
B) 
Färbungen DCX DCX tri DCX ovo 
Vergleich KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT KG-BT KG-FT BT-FT 
A.9.50 0,000 0,002 0,004 0,000 0,008 0,026 0,000 0,016 0,023 

A.8.25 0,000 0,001 0,001 0,000 0,001 0,001 0,000 0,016 0,001 

A.6.75 0,000 0,000 0,011 0,000 0,000 0,031 0,000 0,001 0,026 

A.5.50 0,000 0,003 0,002 0,000 0,005 0,021 0,000 0,010 0,002 

A.4.25                   
 
 
Tabelle 45: p-Werte des Mann-Whitney-U-Tests der Verteilung der neuenstandenen Zellen 
entlang der anterior-posterior Achsein der ventralen dorsolateralen Region (DLv) zwischen den 
Gruppen in der Dreifachfärbung (A) und der Zweifachfärbung (B), wenn der Kruskal-Wallis-
Test signifikant war.  

 
7.4.2 Vergleich innerhalb der einzelnen Gruppen  

Wilcoxon Matched Pairs Test 

Ventromediale Region (Vm) 

BrdU-S100β-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50           

A.8.25     0,043 0,068   

A.6.75   0,043   0,116   

A.5.50   0,068 0,116     

A.4.25           

Tabelle 46: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-S100β-
positiven Zellen in der ventromedialen Regionen (Vm) entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb der Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war. 

Ventrolaterale Region (Vl) 

BrdU-S100β-positive Zellen  
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A) 
FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 
A.9.50           

A.8.25     0,180 0,180   

A.6.75   0,180   0,028   

A.5.50   0,028 0,093 0,093   

A.4.25           
 
B) 
FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50           

A.8.25     0,767 0,333 0,012 

A.6.75   0,767   0,074 0,012 

A.5.50   0,333 0,074   0,011 

A.4.25   0,012 0,012 0,011   

Tabelle 47: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-S100β-
positiven Zellen in der ventrolateralen Region (Vl) entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb der Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die 
Friedmann ANOVA signifikant war.  

DCX-positive Zellen 
A) 
BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50           

A.8.25     0,093 0,386 0,017 

A.6.75   0,093   0,333 0,005 

A.5.50   0,386 0,333   0,007 

A.4.25   0,017 0,005 0,007   
 
B) 
FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50           

A.8.25     0,285 0,007 0,008 

A.6.75   0,285   0,139 0,008 

A.5.50   0,007 0,139   0,008 

A.4.25   0,008 0,008 0,008   

Tabelle 48: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der DCX-positiven Zellen 
in der ventrolateralen Region (Vl) entlang der anterior-posterior Achse innerhalb der 
Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA 
signifikant war.  
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Ovoide DCX-positive Zellen  
A) 
BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50           

A.8.25     0,169 0,646 0,007 

A.6.75   0,169   0,285 0,005 

A.5.50   0,646 0,285   0,074 

A.4.25   0,007 0,005 0,074   
 
B) 
FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50           

A.8.25     0,241 0,114 0,015 

A.6.75   0,241   0,386 0,011 

A.5.50   0,114 0,386   0,086 

A.4.25   0,015 0,011 0,086   

Tabelle 49: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der ovoiden DCX-
positiven Zellen in der ventrolateralen Region entlang der anterior-posterior Achse innerhalb 
der Boxtrainingsgruppe (A) und der Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA 
signifikant war.  

Dorsale dorsomediale Region (DMd) 

BrdU-S100β-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,753 0,173 0,043 0,043 

A.8.25 0,753   0,593 0,109 0,109 

A.6.75 0,173 0,593   0,655   

A.5.50 0,043 0,109 0,655     

A.4.25 0,043 0,109       

Tabelle 50: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-S100β-
positiven Zellen in der dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse innerhalb 
der der Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

DCX-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,398 0,310 0,093 0,028 

A.8.25 0,398   0,046 0,779 0,068 

A.6.75 0,310 0,046   0,093 0,144 

A.5.50 0,093 0,779 0,093   0,018 

A.4.25 0,028 0,068 0,144 0,018   

Tabelle 51: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der DCX-positiven Zellen 
in der dorsalen dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse innerhalb der 
Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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Trianguläre DCX-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,612 0,735 0,612 0,028 

A.8.25 0,612   0,116 0,345 0,068 

A.6.75 0,735 0,116   0,345 0,593 

A.5.50 0,612 0,345 0,345   0,655 

A.4.25 0,028 0,068 0,593 0,655   

Tabelle 52: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der triangulären DCX-
positiven Zellen in der dorsalen dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

Ovoide DCX-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,345 0,345 0,208 0,043 

A.8.25 0,345   0,068 0,612 0,109 

A.6.75 0,345 0,068   0,018 0,109 

A.5.50 0,208 0,612 0,018   0,028 

A.4.25 0,043 0,109 0,109 0,028   

Tabelle 53: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der ovoiden DCX-
positiven Zellen in der dorsalen dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb Freiflugtrainingsgruppe (B), wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

Ventrale dorsomediale Region (DMv) 

BrdU-NeuN-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,038 0,208 0,374 0,314 

A.8.25 0,038   0,260 0,015 0,021 

A.6.75 0,208 0,260   0,314 0,051 

A.5.50 0,374 0,015 0,314   0,575 

A.4.25 0,314 0,021 0,051 0,575   

Tabelle 54: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-NeuN-
positiven Zellen in der ventralen dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb der Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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DCX-positive Zellen  

BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,314 0,025 0,017 0,017 

A.8.25 0,314   0,021 0,086 0,011 

A.6.75 0,025 0,021   0,612 0,028 

A.5.50 0,017 0,086 0,612   0,028 

A.4.25 0,017 0,011 0,028 0,028   

Tabelle 55: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der DCX-positiven Zellen 
in der ventralen dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse innerhalb der 
Boxtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

Ovoide DCX-positive Zellen  

BT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,110 0,018 0,018 0,017 

A.8.25 0,110   0,012 0,069 0,011 

A.6.75 0,018 0,012   0,465 0,345 

A.5.50 0,018 0,069 0,465   0,116 

A.4.25 0,017 0,011 0,345 0,116   

Tabelle 56: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der ovoiden DCX-
positiven Zellen in der ventralen dorsomedialen Region entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb der Boxtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

Dorsale dorsolaterale Region (DLd) 

BrdU-NeuN-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,260 0,779 0,208   

A.8.25 0,260   0,066 0,021   

A.6.75 0,779 0,066   0,123   

A.5.50 0,208 0,021 0,123     

A.4.25           

Tabelle 57: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der BrdU-NeuN-
positiven Zellen in der dorsalen dorsolateralen Region entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb der Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  

Trianguläre DCX-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,721 0,059 0,169   

A.8.25 0,721   0,022 0,008   

A.6.75 0,059 0,022   0,260   

A.5.50 0,169 0,008 0,260     

A.4.25           

Tabelle 58: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der triangulären DCX-
positiven Zellen in der dorsalen dorsolateralen Region entlang der anterior-posterior Achse 
innerhalb der Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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Ventrale dorsolaterale Region (DLv) 

DCX-positive Zellen  

FT A.9.50 A.8.25 A.6.75 A.5.50 A.4.25 

A.9.50   0,575 0,169 0,767   

A.8.25 0,575   0,005 0,333   

A.6.75 0,169 0,005   0,114   

A.5.50 0,767 0,333 0,114     

A.4.25           

Tabelle 59: p-Werte des Wilcoxon Matched Pairs Tests der Verteilung der DCX-positiven Zellen 
in der ventralen dorsolateralen Region entlang der anterior-posterior Achse innerhalb der 
Freiflugtrainingsgruppe, wenn die Friedmann ANOVA signifikant war.  
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