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1. Einleitung 

 

In der Versuchstierkunde kommt die Klasse der Amphibien, im Vergleich zu Kleinsäugern wie 

Mäuse und Ratten, aktuell selten zum Einsatz. In Deutschland betrug im Jahr 2018 die Anzahl 

verwendeter Tiere 3.857, davon gehörten 1.464 Tiere zur Gattung der Krallenfrösche 

(Bundesministerium für Ernährung und Landwirtschaft BMEL, 2018). Neben ethologischen 

Aspekten machen jedoch nicht nur die relativ unkomplizierte Haltung (Chum et al., 2013) und 

ihre Robustheit gegenüber Krankheit und Infektion (Gurdon, 1996) Krallenfrösche zu einem 

interessanten Versuchstier, sondern auch die Möglichkeit mit drei verschiedenen 

Entwicklungsstadien – Ei, Larve und adultes Tier – zu arbeiten. Dadurch hat sich der Glatte 

oder Afrikanische Krallenfrosch (Xenopus laevis) im Laufe der Zeit zu der am meisten 

genutzten Amphibienspezies in der Forschung entwickelt (Major and Wassersug, 1998, Straka 

and Simmers, 2012, Burggren and Warburton, 2007, DeNardo, 1995). Auch in der 

Schmerzforschung werden sie interessanterweise seit Jahrzehnten als Tiermodell eingesetzt 

(Stevens, 1992), obwohl über das Schmerzempfinden von Amphibien bis heute kontrovers 

diskutiert wird. Aufgrund ihrer einfacheren Gehirnstruktur erkannte Kaplan Fröschen, 

stellvertretend für alle poikilothermen Tiere, die Fähigkeit Schmerz zu empfinden ab (Kaplan, 

1969). Aktuellere Studien stellen diese Aussage jedoch inzwischen in Frage (Guénette et al., 

2013, Stevens, 2004, Coble et al., 2011).  

Grundsätzlich muss zwischen dem physiologischen Prozess der Nozizeption (Weiterleitung 

eines Schmerzreizes von der Peripherie über das Rückenmark bis in das Gehirn) und dem 

bewusst verarbeiteten Schmerzempfinden im Gehirn unterschieden werden. Schmerz wird als 

ein unangenehmes Sinnes- oder Gefühlserlebnis definiert, das mit tatsächlicher oder 

potenzieller Gewebeschädigung einhergeht (International Association for the Study of Pain 

IASP, 2019). Zimmermann bezeichnet Schmerz bei Tieren als ein aversives Sinneserlebnis, das 

durch tatsächliche oder drohende Verletzung ausgelöst wird und motorische sowie vegetative 

Schutzreaktionen hervorruft. Schmerz kann außerdem zu erlernter Vermeidung und 

möglicherweise zur Änderung von artspezifischem Verhalten, einschließlich dem 

Sozialverhalten, führen (Zimmermann, 1986). Bei letzterem Punkt ist selbstverständlich, dass 

auch nicht sozial lebende Tiere Anzeichen für Schmerz zeigen (Walters and Williams, 2019). 

Nozizeption dagegen ist die reine neuronale Weiterleitung eines noxischen Reizes 

(Transduktion und Transmission in der Peripherie, im Rückenmark Verschaltung auf das 
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zweite Neuron und Modulation). Das heißt, Nozizeption muss nicht zwangsläufig mit 

Schmerzempfindung, bzw. Leiden verbunden sein, aber die komplexe, bewusste, subjektive 

und emotionale Sinneswahrnehmung von Schmerz im Gehirn (Perzeption) ist ohne 

Nozizeption nicht möglich. Bei letzterer handelt es sich zusammenfassend also um die 

Weiterleitung eines Schmerzreizes von einem peripheren Rezeptor zum Gehirn, wobei dieser 

dann durch verschiedene Hirnregionen verarbeitet wird. Beim wachen Tier wird daraus ein 

bewusstes Schmerzerlebnis, wohingegen unter Narkose eher vegetative Stressparameter 

gemessen werden können. Amphibien haben als Wirbeltiere anatomisch und physiologisch 

die neurobiologischen Voraussetzungen, um Schmerzreize weiterzuleiten und in ihrem ZNS zu 

verarbeiten und wahrzunehmen (Stevens, 2004, Guénette et al., 2013). Deshalb darf auch 

nach §5 TierSchG an einem Wirbeltier ein mit Schmerzen verbundener Eingriff nicht ohne 

Betäubung, bzw. Schmerzausschaltung vorgenommen werden. Die Betäubung warmblütiger 

Wirbeltiere sowie von Amphibien und Reptilien ist von einem Tierarzt vorzunehmen.  

Ein Beispiel für einen in der Versuchstierkunde häufig am Krallenfrosch durchgeführten 

schmerzhaften chirurgischen Eingriff ist die laparatomische Entnahme von Laich, die mehrfach 

im Lebenszyklus weiblicher Tiere durchgeführt wird (Green, 2003, Villeneuve et al., 2011). In 

der Regel wird diese Operation unter Anästhesie mit Tricainmethansulfonat (MS222) ohne 

zusätzliche Analgetika durchgeführt (Wright, 2001a, Animal Research Advisory Committee 

ARAC, 2019). MS222 gilt seit längerem als das Mittel der Wahl bei der Anästhesie von 

Amphibien (Kölle et al., 2012, Downes, 1995). 

Nach heutigem Stand der Wissenschaft beinhaltet eine Allgemeinanästhesie mit chirurgischer 

Toleranz jedoch neben Bewusstlosigkeit (Hypnose) und Muskelrelaxation auch eine adäquate 

Analgesie. Um all diese Komponenten abzudecken, müssen verschiedene Medikamente 

kombiniert werden, die sich in ihrer Wirkung ergänzen und potenzieren. Der Vorteil einer 

balancierten, d.h. multimodalen Kombinationsanästhesie und -analgesie ist die mögliche 

Dosisreduktion der Einzelkomponenten und damit auch die Minimierung unerwünschter 

Nebenwirkungen, v.a. auf Atmung und Kreislauf. Das erhöht zum einen die Sicherheitsbreite, 

zum anderen wird das Anästhesie- und Analgesie-Regime steuerbarer und kann durch die 

unterschiedliche Wirkungsweise der verschiedenen Substanzen gezielter, effektiver und 

individueller eingesetzt werden, v.a. auch im Hinblick auf Schmerzart, Schmerzlokalisation und 

Schmerzstärke (Erhardt, 2012).  
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Im Gegensatz zu Säugetieren finden sich in der Literatur nur begrenzt Angaben zu 

Arzneimittelwirkstoffen und deren Dosierung für Amphibien. Momentan wird davon 

ausgegangen, dass MS222 alle Komponenten einer Allgemeinanästhesie kombiniert (Cakir 

and Strauch, 2005, Lalonde-Robert et al., 2012a, Ramlochansingh et al., 2014). Es gilt damit 

als Mittel der Wahl für die Anästhesie von Amphibien. 

Die Durchführung einer Anästhesie mit unzureichender Analgesie ist mit den ethischen 

Richtlinien des Tierschutzes in der experimentellen Forschung, den 3R (Replacement, 

Reduction, Refinement) nicht zu vereinbaren. Beim Säuger ist bekannt, dass die nicht 

gehemmte Nozizeption unter Bewusstlosigkeit messbar ist (z.B. Anstieg von Cortisol und 

glykämische Stressantwort, Abflachung der Narkosetiefe, Anstieg von Blutdruck und 

Herzfrequenz), bzw. deren Hemmung zu ruhigeren Aufwachphasen, besserer Wundheilung, 

geringerem Infektionsrisiko/Metastasierung, keiner zentralen Sensibilisierung (Ausbildung 

eines Schmerzgedächtnisses) und weniger postoperativen Todesfällen führt (Henke et al., 

2012). Das heißt, es soll bereits präemptiv und intraoperativ ein Schmerzreiz gehemmt 

werden, bevor er im Gehirn ankommt. Das ist für Versuchstiere in der RL 2010/63/EU Kapitel 

III Artikel 14 (4) gesetzlich festgelegt: „Ein Tier, das möglicherweise Schmerzen erleidet, sobald 

die Betäubung abklingt, ist präventiv und postoperativ mit Analgetika oder anderen 

geeigneten schmerzlindernden Methoden zu behandeln, vorausgesetzt, dies ist mit dem 

Zweck des Verfahrens vereinbar.“ 

Schmerzzustände am wachen Tier sicher und unabhängig von der subjektiven Erfahrung des 

Untersuchers erkennen zu können, ist immer noch eine große Herausforderung in der 

Tiermedizin. Zu einen müssen Spezies, Rasse, Alter, individuelles artspezifisches Verhalten 

und Umgebung berücksichtigt werden und zum anderen die evolutionsbedingte, weitgehende 

Unterdrückung von äußeren Schmerzanzeichen vieler Spezies. Aktuell ist noch kein 

Standardschema dafür festgelegt worden. Unter anderem können z.B. anhand von 

Verhaltensmustern, klinischem Erscheinungsbild und Gesichtsausdruck Schmerzen und 

Leiden bei Kleinsäugern erkannt werden (Sotocina et al., 2011, Langford et al., 2010). Die 

Umsetzung in der Praxis erweist sich bei Amphibien als äußerst schwierig, da diese Tierklasse 

sowohl beim Allgemeinbefinden als auch bezüglich klassischer Schmerzparameter sehr 

geringe Veränderungen zeigt (Machin, 1999). Allgemein gilt jedoch, dass die meisten Tiere, 

die unter Schmerzen leiden, ihre Futter- und Wasseraufnahme verringern. Eine nicht 

ausreichende Schmerztherapie kann deshalb schnell zu Hypoglykämie und Dehydratation 
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führen (ITIS-Empfehlungen, 2012). Dennoch gibt es, unter Berücksichtigung 

speziesspezifischer Unterschiede, auch bei Amphibien einige Verhaltensweisen, die Hinweise 

auf Schmerzen geben können: protektives Verhalten wie Lecken, Reiben oder Schonen einer 

Wunde bzw. Verletzung (Sneddon et al., 2014), geschlossene Augen, Anorexie, Aggressivität 

oder Lethargie (Kempf, 2008). 

Ziel der vorliegenden Dissertation war die Überprüfung, ob MS222 als Narkosemittel wirklich 

alle Komponenten einer chirurgisch toleranten Allgemeinanästhesie abdeckt oder ob doch 

Nozizeption nachgewiesen werden kann. In der Tiermedizin (Arras et al., 2007) wie in der 

Humanmedizin (Brown et al., 2018, Brown et al., 2014) werden Änderungen von Blutdruck 

und Herzfrequenz als praktikabler Indikator für den Nachweis von Nozizeption unter 

Bewusstlosigkeit eingestuft. Der erste Teil der Studie widmete sich also der Frage, ob auf drei 

verschiedene Schmerzreize hin eine hämodynamische Veränderung unter MS222-Narkose 

messbar ist. Im zweiten Teil sollte die analgetische Wirkung der Opiatanalgetika Fentanyl und 

Butorphanol in jeweils drei unterschiedlichen Dosierungen beim Krallenfrosch überprüft 

werden.
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2. Literaturübersicht 

 

2.1. Krallenfrosch als Versuchstier 

 

Benannt nach den charakteristischen kräftigen, schwarzen Hornkrallen an den drei inneren 

Zehen der muskulösen Hintergliedmaßen gehören die Xenopus spp. zur Gattung der 

Krallenfrösche. Bei der Art Xenopus laevis, dem Glatten oder Afrikanischen Krallenfrosch, 

handelt es sich um ein rein aquatisch lebendes Amphib, das sich unter anderem durch eine 

schnelle Geschlechtsreife und lange Lebensdauer (bis zu 25 Jahre) auszeichnet. Der natürliche 

Lebensraum der Tiere sind stehende Gewässer jeglicher Art südlich der Sahara (Kobel et al., 

1996), die Nahrungsaufnahme der zungenlosen Tiere erfolgt über eine Art Saugschnappen.  

Bereits seit dem 19. Jahrhundert als Tiermodell für die vergleichende Anatomie und 

Physiologie der Wirbeltiere verwendet (Chum et al., 2013, Gurdon and Hopwood, 2003), 

verbreiteten sich die Tiere vor allem seit den 1930er Jahren schnell in den Laboren Nord-

Amerikas und Europas. Zu dieser Zeit machte der Brite Lancelot Hogben in Südafrika die 

Entdeckung, dass weibliche Krallenfrösche innerhalb von 12-24 Stunden ablaichen nachdem 

ihnen der Morgenurin schwangerer Frauen injiziert wurde (Hogben, 1939, Shapiro and 

Zwarenstein, 1935). Der Test wurde später von dem Endokrinologen Carlos Galli-Manini 

modifiziert, er verwendete männliche Tiere, die bereits drei Stunden nach Urininjektion 

Spermien produzierten (Galli Mainini, 1947). Als sogenannte „Apothekerfrösche“ wurden sie 

nun weltweit in der Schwangerschaftsdiagnostik eingesetzt, bis sie in den 1970er Jahren durch 

immunologische Tests abgelöst wurden (Green, 2010). Dennoch riss die Erfolgsgeschichte von 

Xenopus laevis nicht ab. Als erstes Wirbeltier, das geklont wurde (Gurdon, 1962) verhalf er Sir 

John B. Gurdon 2012 sogar zum Nobelpreis (Nobel Media AB, 2019). Generationen von 

Studenten der Naturwissenschaften führten physiologische Experimente am isolierten 

Musculus gastrocnemius durch, bis diese Experimente aus Tierschutzgründen infrage gestellt 

und zum Teil durch Computersimulationen ersetzt wurden (Mutschmann, 2010). Ferner 

wurde Anfang der 1980er Jahren der FETAX (Frog Embryo Teratogenesis Assay Xenopus) -Test 

als Standardmethode zur Teratogenitätsprüfung etabliert. Dabei handelt es sich um ein 

ökotoxikologisches Testsystem für die Ermittlung von Deformationen durch Chemikalien. Bei 

dem vier Tage dauernden Embryo-Larval-Test wird die Organentwicklung von Xenopus Larven 

untersucht (Fent, 2013, Dumont et al., 1983, Schultz and Dawson, 2003).  
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In Deutschland 2011 zum Versuchstier des Jahres gewählt, werden Krallenfrösche bis heute 

aufgrund ihrer vielen Qualitäten in den verschiedensten naturwissenschaftlichen 

Forschungsgebieten, wie der Molekular- und Neurobiologie oder der Grundlagen- und 

Genomforschung eingesetzt (Beck and Slack, 2001, Hardwick and Philpott, 2015). 

 

 

2.2. Anästhesie und Analgesie beim Krallenfrosch 

 

Amphibien werden nicht nur zu tierexperimentellen Forschungszwecken gehalten, sondern 

erfreuen sich auch zunehmender Beliebtheit als exotisches Haustier und werden somit auch 

immer häufiger in Tierarztpraxen vorstellig. Um eine veterinärmedizinische Versorgung 

garantieren zu können, ist die Entwicklung praxistauglicher Behandlungsschemata sehr 

wichtig. 

Historisch betrachtet wurden Amphibien bei Versuchen oft durch physische Ruhigstellung bzw. 

Fixierung immobilisiert oder Abwehrbewegungen der Tiere wurden durch Hypothermie 

reduziert. Bei der dadurch erzielten Immobilisierung, die zum Teil als 

„Kältenarkose“ bezeichnet wird, waren Reflexe nicht mehr auslösbar (Jarofke and Herrmann, 

1997, Parker, 1939). Da man jedoch aufgrund des anatomischen Aufbaus des Nervensystems 

nicht davon ausgehen kann, dass keine Nozizeption stattfindet, muss diese Methode aus 

Tierschutzgründen strikt abgelehnt werden.  

In der Literatur finden sich mittlerweile einige Empfehlungen zur Anästhesie bei Amphibien, 

einschließlich Empfehlungen zur präanästhetischen Untersuchung sowie peri- und 

postoperativen Versorgung von poikilothermen Patienten. (Gentz, 2007, Kölle et al., 2012, 

Mitchell, 2009, Baitchman and Stetter, 2014, Wright, 2001b).  

 

2.2.1. Präanästhetische Untersuchung und Vorbereitung 

 

Zur präanästhetischen Vorbereitung gehören unter anderem eine klinische Untersuchung des 

Patienten und eventuell weiterführende Untersuchungen von Blut und/oder Kot, die 

Entnahme von Hautbiopsien (Gentz, 2007) bzw. bildgebende Verfahren wie Röntgen-

aufnahmen (Kölle et al., 2012, Mitchell, 2009). 

Bei der klinischen Untersuchung und im allgemeinen Umgang mit Amphibien sollten stets 

angefeuchtete Handschuhe getragen werden. Dies dient einerseits dem Schutz des 
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Untersuchenden vor möglichen giftigen Hautsekreten der Tiere und andererseits dem Schutz 

der empfindlichen Amphibienhaut vor Verletzungen. Da im Zusammenhang mit 

Latexhandschuhen Allergien und erhöhte Mortalität bei Amphibien beschrieben wurden, 

empfehlen sich für den Umgang mit adulten Tieren Nitrilhandschuhe und für Larvenstadien 

Vinylhandschuhe (Gutleb et al., 2001, Baitchman and Stetter, 2014). Zur klinischen 

Untersuchung gehören u.a. die Adspektion der Tiere, die Beurteilung von Integument, 

Ernährungs- und Hydratationszustand, Atmung und Bewegungsapparat (Mitchell, 2009). Vor 

dem Eingriff sollten auch nicht ausschließlich, bzw. nur temporär aquatil lebende Amphibien 

für mindestens 60 Minuten zur ausreichenden Hydrierung in Wasser gesetzt werden (Wright, 

2001b). Über die Gabe prophylaktischer Antibiose gibt es geteilte Meinungen, Gentz und 

Wright plädieren dafür (Gentz, 2007, Wright, 2001b), was mit den aktuell gültigen Antibiotika-

Richtlinien nicht konform geht; Koustubhan et al. plädieren wegen der potentiellen 

(schleim)hautschädigenden Auswirkung dagegen (Koustubhan et al., 2013).  

Da bei gefülltem Magen häufig Vomitus auftritt, empfiehlt es sich die Tiere vor der Narkose 

für einige Stunden nüchtern zu halten (Gentz, 2007). Bei Tieren unter 20 Gramm wird eine 

Fastenperiode von 4 Stunden empfohlen. Größere insektivore Arten sollten 48 Stunden und 

Tiere, die mit Wirbeltieren ernährt werden (wie z.B. Ochsenfrösche), sollten bis zu 7 Tagen 

gefastet werden (Kölle et al., 2012, Wright, 2001a). In der vorliegenden Studie wurde den 

Krallenfröschen mindestens 24 Stunden vor dem Eingriff die Nahrung entzogen. 

Um unnötigen Stress zu vermeiden, beschränkte sich die präanästhetische Untersuchung in 

der vorliegenden Studie auf die Adspektion der Tiere in der gewohnten Umgebung bzw. in 

ihrem Aquarium. Gesunde Tiere haben eine intakte, glänzende, schleimige Hautoberfläche, 

sind bewegungsfreudig und schnellen bei unerwarteten Bewegungen auf den Grund ihres 

Wassertanks, um sich zu verstecken (Chum et al., 2013).  

Am Tag der Operation wurden die Tiere gefangen und beim Transport in einem 

wassergefüllten Eimer auf besondere Vorsicht geachtet. Im Ankunftsort wurde eine 

mindestens 30-minütige Ruhepause zur Stressreduktion eingehalten. 

 

2.2.2. Prefered optimum temperature zone (POTZ) 

 

Bei poikilothermen Tieren hat jede Art eine speziesspezifische Vorzugstemperatur (POTZ), die 

ermittelt und eingehalten werden sollte (Stetter, 1995). Vor allem vor, während und nach der 
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Narkose ist ihre Einhaltung notwendig, um den Stoffwechsel maximal leistungsfähig zu halten. 

Während des Eingriffs lässt sich die Temperatur am besten über das Wasser steuern, mit dem 

der Patient feucht gehalten wird. Die meisten Systeme lassen sich mit einer einfachen 

Heizmatte temperieren. Als grobe Faustformel kann dienen, dass Tiere aus gemäßigten 

Breiten eine Temperatur von ca. 20°C benötigen, bzw. tropische Arten mit 25°C temperiert 

werden sollten (Kempf, 2008). Die POTZ von Xenopus laevis bewegt sich in der Spanne von 20-

26 °C (Kölle et al., 2012). 

Ist die Temperatur zu hoch (ab 27°C), steigt der Sauerstoffbedarf bei gleichzeitig reduzierter 

Sauerstoffaufnahme und kann zum Erstickungstod führen (Bonath, 1977). Temperaturen 

unter 10°C führen bei Amphibien bereits zu einer Kältestarre (Kölle et al., 2012). Im Gegensatz 

zu Reptilien genesen kranke Amphibien in einer kühlen Umgebung eher besser als in einer 

wärmeren Umgebung (Stetter, 1995). Um eine Beeinflussung der wechselwarmen Tiere durch 

die Umgebungstemperatur zu vermeiden, wurde in der vorliegenden Studie zu jeder Zeit auf 

ein konstantes Raumklima von durchschnittlich 23°C geachtet (Harvey Pough, 2007).  

 

2.2.3. Monitoring  

 

Die Überwachung der Vitalparameter während einer Narkose ist aus verschiedenen Gründen 

unabdingbar. Zum einen bewirken die unterschiedlichen Anästhetika eine Verringerung der 

Atem- und Kreislauftätigkeit, zum anderen können durch kontinuierliches Monitoring 

Narkosezwischenfälle oder Schmerzen frühzeitig erkannt werden. In der Amphibienmedizin 

sind die Möglichkeiten jedoch begrenzt und die Messung von Narkoseparametern findet 

routinemäßig noch selten Verwendung. Meist fehlen in der Praxis schlichtweg die passenden 

Gerätschaften, aber oft werden kreative Lösungen gefunden.  

Zum Standard des Narkosemonitorings in der (Klein)Tiermedizin gehört heutzutage die 

Messung von Puls- und Atemfrequenz, nicht-invasiv abgeleitetem Blutdruckwert, ggf. 

Elektrokardiographie (EKG), Körpertemperatur, Urinproduktion und oxymetrischer 

Sauerstoffsättigung. Beim intubierten Tier kommt noch die Kapnometrie/-graphie hinzu 

(nicht-invasive Messung der end-exspiratorischen CO2-Konzentration) (Henke and Erhardt, 

2012). Leider eignet sich dieses Equipment nicht 1:1 für Amphibienpatienten (Mitchell, 2009), 

einige Methoden können jedoch übernommen werden, die im Folgenden dargestellt werden. 
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2.2.3.1. Herzfrequenz 

 

Für die Messung der Herzfrequenz eignet sich bei Amphibien u.a. die Dopplersonografie. Da 

der Puls in der Peripherie kaum messbar ist (Guénette et al., 2013), wird die Sonde am besten 

direkt über dem Sternum platziert (Mitchell, 2009). Eine weitere Möglichkeiten ist  ein 

transösophageales Elektrokardiogramm (Guénette et al., 2013) oder die direkte, visuelle 

Beobachtung des Herzspitzenstoßes in Rückenlage. Über die Herzfrequenzraten bei 

Amphibien ist bisher wenig bekannt, generell sind sie mit 25-80 (Mitchell, 2009) bzw. 50 

Schlägen (Mosley and Mosley, 2015) pro Minute niedriger als bei höheren Wirbeltieren. Ein 

Abfall der Herzfrequenz kann mit dem Eintreten eines tieferen Narkosestadiums einhergehen. 

Daher sollte dementsprechend reagiert und das Tier am ganzen Körper mit frischem Wasser 

abgespült werden, um die Anästhesiezufuhr über die Haut und damit die Anästhesietiefe 

wieder zu reduzieren. 

Um möglichst genaue, kontinuierliche und zuverlässige Herzfrequenzwerte zu erhalten, 

wurde in dieser Studie ein Mikro-Tip-Katheter intrakardial platziert und mit einer vorgelegten 

Tabaksbeutelnaht fixiert. Dieser hochsensible Mikromanometer-Drucksensor kann 

Frequenzen von bis zu 10 kHz direkt intravasal, bzw. intrakardial aufnehmen (Zimmer and 

Millar, 1998, Deuse, 2004). Die Messung erfolgte dabei kontinuierlich alle zwei Sekunden über 

den ganzen Untersuchungszeitraum. Für invasive kardiovaskuläre Studien in Mäusen ist dies 

seit 1998, als Millar Instruments einen 1.4 F Mikro-Tip-Katheter erfolgreich entwickelte, der 

Goldstandard (Trevino et al., 2010). 

 

2.2.3.2. Atmung und Sauerstoffsättigung 

 

Die Mundbodenatmung oder Kehloszillation bezeichnet die rhythmischen Schwingungen des 

Mundbodens bei lungenatmenden Amphibien. Sie wird bei zunehmender Narkosetiefe 

flacher und unregelmäßiger, bis sie schließlich ganz aufhört. Dann übernimmt die Haut den 

Gasaustausch, wobei besonders darauf zu achten ist, dass diese feucht und intakt gehalten 

wird (Kölle et al., 2012). Eine Messung der Atemfrequenz ist entsprechend unter MS222-

Narkose kaum möglich. Auch in der vorliegenden Arbeit erfolgte keine Messung, da die 

Kehloszillation stagnierte.   
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Die in der Literatur empfohlene Messung der Sauerstoffsättigung (Wright, 2001a), gestaltet 

sich in der Praxis als recht schwierig. Während der Apnoe vermindert sich die 

Sauerstoffaufnahme, dadurch sinkt die arterielle Sauerstoffsättigung bei gleichzeitig 

steigender arterieller Kohlenstoffdioxidanreicherung (Longley, 2008). Pulsoxymeter können 

an der Zwischenzehenhaut, über dem Herzen oder im Ösophagus angebracht werden. Es gibt 

keine vergleichenden Werte für die Sauerstoffsättigung bei Amphibien. Aufgrund einer 

fehlenden vollständigen Trennung zwischen arteriellem und venösem Blutkreislauf wird 

jedoch davon ausgegangen, dass Amphibien niedrigere Werte als Säugetiere haben (Guénette 

et al., 2013). Bei einer MS222-Narkose wurden bei adulten Krallenfröschen Werte von ca. 80% 

gemessen (Lalonde-Robert et al., 2012a, Lalonde-Robert et al., 2012b). Um eine hohe 

Sauerstoffsättigung des Blutes über die Hautatmung zu erreichen und bei einem Abfall der 

Sättigung um 5% oder mehr, empfiehlt sich die Oxygenierung des Wasserbades (Baitchman 

and Stetter, 2014, Longley, 2008). 

Eine CO2-Messung fand in dieser Studie nicht statt. Es besteht zwar die Möglichkeit größere 

Amphibien zu intubieren, dies wird jedoch nur selten praktiziert, weil es einige Übung 

erfordert. Der Larynx ist bei Amphibien fest verschlossen, sodass sanfte Gewalt angewendet 

werden muss, um den Tubus zu schieben. Die Trachea ist wiederum sehr kurz, sodass der 

Tubus gleich hinter dem Larynx platziert werden sollte (Longley, 2008). Die mechanische oder 

manuelle Beatmung sollte sehr sanft erfolgen  (Baitchman and Stetter, 2014). 

 

2.2.3.3. Blutdruck 

 

Die nichtinvasive Blutdruckmessung kann bei Säugetieren über aufblasbare 

Manschettensysteme (Doppler-Ultraschall oder Oszillationsprinzip) erfolgen (Erhardt et al., 

2007). Das Oszillationsprinzip misst die durch den Blutdruck hervorgerufenen Oszillationen in 

der verwendeten Manschette. Das Druckäquivalent bei Auftreten der ersten Oszillationen 

wird als systolischer Druck angegeben, der Druck beim Maximum der Oszillationen als 

arterieller Mitteldruck. Der diastolische Druck wird meist nicht genau bestimmt, sondern nur 

näherungsweise errechnet. Somit ist erklärlich, dass bei oszillometrischen Messungen der 

arterielle Mitteldruck sehr gut abgebildet wird, wohingegen Unsicherheiten bei der exakten 

Bestimmung des diastolischen Blutdrucks bestehen. Die Blutdruckmanschette wird auf einen 

Wert oberhalb des systolischen Blutdrucks aufgeblasen und langsam abgelassen (Janssens et 

al., 2016). Aufgrund der anatomischen Gegebenheiten und da der Puls in der Peripherie kaum 
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messbar ist (Guénette et al., 2013), kann eine solche Manschette beim Krallenfrosch allerdings 

nicht korrekt platziert werden. 

Invasiv kann der Blutdruck über Kanülierung einer Arterie und Anschluss an einen 

elektronischen Druckwandler ermittelt werden (Henke and Erhardt, 2012). Der intravasal 

platzierte Katheter nimmt die Pulswelle des Gefäßes auf und führt diese über ein 

flüssigkeitsgefülltes Schlauchsystem einem Druckaufnehmer zu, der das vorliegende 

Drucksignal in ein elektrisches Signal umwandelt (mechanoelektrische Transduktion). Die 

Genauigkeit des Messsystems hängt von einer intakten Flüssigkeitssäule im Schlauchsystem 

sowie einer regelrechten Signalverarbeitung im elektronischen System ab. Dies verdeutlicht, 

dass insbesondere auf Luftfreiheit im Schlauchsystem zu achten ist, zudem sind die Höhenaus-

richtung und Nullpunktkalibrierung des Druckaufnehmers gegen den Atmosphärendruck von 

eminenter Bedeutung. Als Referenzpunkt dient die Höhe des Koronarvenensinus im rechten 

Herzvorhof (Schnittpunkt mittlere Axillarlinie mit einer transversalen Ebene in Höhe des 

vierten Interkostalraums) (Janssens et al., 2016). Um eine möglichst störungsfreie, 

kontinuierliche Druckmessung zu erhalten, eignet sich alternativ ein Mikro-Tip-Katheter 

(Zimmer and Millar, 1998, Erhardt et al., 2007), bei dem der Drucksensor direkt im Gefäß oder 

Herz zu liegen kommt. Dadurch ermöglicht er die höchste Messgenauigkeit unter den 

invasiven Druckmesssystemen. Externe Kathetersysteme können in Abhängigkeit von der 

Schlauchlänge, der Häufigkeit der Spülung etc. zum Teil erhebliche Abweichungen (bis 40%) 

aufweisen (Erhardt et al., 2007). Zum Einsatz kommt der Mikro-Tip-Katheter nicht nur in der 

Kardiologie, sondern auch in der Urologie und Gastroenterologie (Deuse, 2004).  

Die Messung des Blutdrucks findet bei Amphibien nicht routinemäßig statt. In der Literatur 

finden sich so gut wie keine Referenzwerte. Ein durchschnittlicher systolischer Blutdruck von 

32 mmHg wird für Leopard- und Grasfrösche angegeben (Shelton and Jones, 1965). Für 

Xenopus laevis wird ein niedrigerer Wert vermutet, eine ältere Studie nennt einen 

durchschnittlichen Wert von 25 mmHg, jedoch ohne nähere Angabe zur Anzahl der 

untersuchten Individuen (De Graaf, 1957). Andere Autoren geben an, dass ihre 

Blutdruckuntersuchungen verschiedener Amphibienspezies keine auffälligen Unterschiede 

bei Anuren zeigten (Shelton and Jones, 1968). 
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2.2.3.4. Körpertemperatur 

 

Die Körpertemperatur kann über eine Kloakalsonde gemessen werden (Kempf, 2008). Da sich 

die Tiere der Umgebungstemperatur anpassen, wurde in der vorliegenden Studie in 

Anlehnung an die Literatur besonders auf eine konstante Raumtemperatur von 23°C geachtet 

(Mutschmann, 2010). 

 

2.2.4. Reflexe und Narkosestadien bei Amphibien   

  

In der Literatur sind verschiedene Reflexe beschrieben, anhand derer die Narkosetiefe bei 

Amphibien beurteilt werden kann: 

 

2.2.4.1. Umkehrreflex  

 

Der Umkehrreflex ist die wohl aussagekräftigste Reaktion bezüglich der Narkosetiefe. Hierbei 

werden die Tiere in Rückenlage verbracht und die Zeitspanne bis zur Reposition in die 

aufrechte ventrale Haltung wird beobachtet. Treten noch Bemühungen ein, die Rückenlage zu 

verlassen, ist das Toleranzstadium noch nicht erreicht (Mutschmann, 2010).  

 

2.2.4.2. Kornealreflex 

 

Beim Kornealreflex wird der Lidschluss durch leichtes Berühren der Lidränder am medialen 

Augenwinkel mit einem angefeuchteten Wattestäbchen überprüft (Bonath, 1977, Mitchell, 

2009). Er gilt als vorhanden, wenn das Tier mit einem Zwinkern oder leichten Zucken reagiert. 

Im Gegensatz zu anderen Tierklassen kann er bei Amphibien schneller erloschen sein.  

 

2.2.4.3. Flexorreflex und Tiefensensibilität  

 

Der Flexorreflex ist eine typische Abwehrreaktion von Wirbeltieren auf ein Kneifen der Zehen 

oder Zehenzwischenhaut (Kölle et al., 2012). Die Gliedmaße wird auf diesen Reiz hin 

zurückgezogen. Die Auslösung des Schutzreflexes zeigt die Umschaltung im Rückenmark über 

einen Reflexbogen, um eine schnelle, unwillkürliche Muskelantwort der beteiligten 

Gliedmaßen zu erzielen bevor die Information im Gehirn ankommt. Das bedeutet, die 
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Transmission des Schmerzreizes von der Peripherie ins Rückenmark über die myelinisierten A-

δ-Fasern löst die direkte, protektive Rückkopplung in die Peripherie aus. Bei der Transmission 

eines Schmerzreizes gelangt die Information aber auch weiter zum Gehirn. D.h. durch den 

Schmerzreiz an der Zehe wird sowohl der Schutzreflex als auch die Tiefensensibilität überprüft. 

Auch bei Säugetieren ist dies eine Standardmethode, um die chirurgische Toleranz zu 

beurteilen (Arras et al., 2001). 

In der Vorstudie sollten drei verschiedene Schmerzreize am narkotisierten Krallenfrosch 

untersucht werden, um den am besten reproduzier- und standardisierbaren Reiz zu ermitteln. 

Mit diesem sollten dann in der Hauptstudie die weiteren Versuche durchgeführt werden. Es 

wurde ein viszeraler und zwei somatische Schmerzreize ausgewählt. 

Der viszerale Schmerzreiz wurde in Anlehnung an die laparotomische Entnahme von Laich 

ausgewählt, d.h. Zug mit einer Pinzette am Ovar. Dieser Eingriff gehört mit zu den häufigsten 

Operationen bei Krallenfröschen (Green, 2003, Coble et al., 2011). Nach Eröffnung der 

Leibeshöhle wird ein kleine Masse Eierstockgewebe herausgezogen und entnommen. 

Als somatischer Schmerzreiz sollte zum einen das Zwicken einer Zehe der Krallenfrösche mit 

einer Bulldog-Klemme getestet werden, die eine standardisierte Druckausübung garantiert. 

Dieser Schmerzreiz orientiert sich an der Fußrückziehreaktion (pedal withdrawal reaction), die 

als eine der zuverlässigsten Schmerzreize zur Überprüfung von Nozizeption unter Narkose gilt 

bzw. als bester Indikator für das Erreichen einer chirurgischen Toleranz unter Anästhesie 

gewertet wird (Arras et al., 2001). Dabei wird die Zwischenzehenhaut der Hintergliedmaße 

mit einer Pinzette gezwickt und leicht angezogen. Zuckt die Gliedmaße oder wird sie 

zurückgezogen, ist der Test als positiv zu werten. Zum anderen stellt der Essigsäuretest, der 

bereits in den 1980er Jahren etabliert wurde (Pezalla, 1983) und mittlerweile als Standardtest 

für Nozizeption bei Amphibien gilt (Stevens, 1992, Lalonde-Robert et al., 2012a, Coble et al., 

2011, Hamamoto and Simone, 2003), einen somatischen Schmerzreiz dar. Dabei werden elf 

verschiedene Konzentrationen von Essigsäure in einer Verdünnungsreihe von 0-10 erstellt. 

Beginnend mit der niedrigsten Konzentration, wird mit einer Pasteur-Pipette die Essigsäure 

auf die Oberseite des Schenkels getropft. Erfolgt keine Reaktion, wird nach 5 Sekunden mit 

reichlich Wasser gespült. Ist der nozizeptive Schwellenwert erreicht, reagiert der Frosch mit 

der sogenannten „wiping response“. Dabei wischt das nicht fixierte Tier mit der 

Hintergliedmaße energisch über das betroffene Hautareal, woraufhin ebenfalls gespült wird, 

um Hautschädigungen zu vermeiden (Stevens, 1992). Diese Reaktion gehört nicht zu dem 
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natürlichen Bewegungsmuster der Tiere und wurde im Labor ausschließlich auf einen 

Schmerzreiz hin beobachtet (Stevens, 2011). Eine Studie zeigte, dass 39% der primär-

afferenten Nervenfasern durch den Essigsäuretest erregt werden (Hamamoto and Simone, 

2003).  

Da Studien bereits gezeigt haben, dass schon 5%ige Essigsäure die sogenannte „wiping 

response“ auslöst, wurde aus Tierschutzgründen für die vorliegende Studie nur diese niedrige 

Konzentration ausgewählt (Goulet et al., 2010).  

 

2.2.4.4. Anästhesiestadien bei Amphibien 

 

Folgende Anästhesiestadien werden bei Amphibien unterschieden (Bonath, 1977, Kölle et al., 

2012): 

 

Stadium I: oberflächliche Sedierung 

Wright beschreibt in dieser Phase anfangs eine mögliche gesteigerte Bewegungsaktivität 

(Wright, 2006). Danach verlangsamen sich die Bewegungen, die Tiere werden unkoordiniert 

und schließlich ganz bewegungslos. In diesem Stadium ist der Umkehrreflex verzögert, bis 

stark verzögert und der Flexorreflex unregelmäßig stark bis gedämpft auslösbar. Die 

Mundbodenatmung ist unregelmäßig, es kommt zum Teil zu Atempausen.  

 

Stadium II: tiefe Sedierung 

Der Umkehrreflex ist meist erloschen oder stark verzögert und die Reaktionen auf einen 

Schmerzreiz hin sind ebenso stark gedämpft. Die Mundbodenatmung ist weiter ungleichmäßig, 

die Atempausen sind jedoch häufiger und länger bis zur vollständigen Stagnation der 

Atembewegungen. Der Kornealreflex ist meist noch vorhanden. 

 

Stadium III: Toleranzstadium 

Umkehr- und Flexorreflex sind erloschen. Auf einen Schmerzreiz hin sind kurze Atemaktionen 

zu beobachten. Die Mundbodenatmung stagniert völlig, auch sonst sind keine 

Spontanbewegungen zu provozieren. Der Kornealreflex ist gedämpft bis erloschen. 
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Stadium IV: irreversibles Narkosestadium 

In dessen Verlauf tritt der Herzstillstand ein. 

 

2.2.4.5. Aufwachphase, bzw. Euthanasie 

 

Die Aufwachphase aus der Anästhesie ist ein komplexer Vorgang und geht mit einigen 

Stoffwechselvorgängen einher. In dieser postoperativen Zeitspanne muss der Patient 

überwacht werden, bis er wieder ganz bei Bewusstsein ist und in der Lage ist, seine 

lebensnotwendigen Vitalfunktionen selbst regulieren zu können.  

Egal ob nach Immersions- oder Injektionsnarkose, Amphibien sollten nach erfolgtem Eingriff 

unter fließendem Wasser bei Raumtemperatur abgespült werden, um die Hautatmung zu 

erleichtern. Überhaupt sollte die Feuchthaltung der Amphibienhaut in dieser Phase oberste 

Priorität haben, da dieses wichtige Organ nicht nur am Gasaustausch beteiligt ist, sondern 

auch eine wichtige Barriere gegenüber Infektionserregern darstellt (Guénette et al., 2013). 

Die komplette Verbringung in frisches Wasser sollte allerdings vermieden werden, da dabei 

die Gefahr des Ertrinkens besteht (Mitchell, 2009). Es empfiehlt sich, die Tiere alle 5-10 

Minuten mit Frosch-Ringerlösung zu besprühen (Koustubhan et al., 2013). Die Umgebung 

sollte beim Aufwachen ruhig und reizarm sein. Die Raum- und Wassertemperatur sollten sich 

in der individuellen POTZ bewegen, um eine gut funktionierende Stoffwechselleistung zu 

erreichen. Je nach Art des Eingriffs gehört zur postoperativen Versorgung auch die Gabe eines 

Antibiotikums bzw. Analgetikums (Koustubhan et al., 2013). 

 

Die in der vorliegenden Studie durchgeführten Untersuchungen waren als finale Experimente 

geplant, d.h. dass die Tiere am Ende des Versuches euthanasiert wurden.  

Nach §4 der Tierschutzgesetzes darf ein Tier nur unter wirksamer Betäubung und Vermeidung 

von Schmerzen getötet werden. Ein Wirbeltieren darf nur töten, wer die dazu notwendigen 

Kenntnisse und Fähigkeiten hat (Bundesministerium der Justiz und für Verbraucherschutz, 

2019). Grundsätzlich sollte es bei einer Euthanasie zu einem schnellen Bewusstseinsverlust 

mit anschließendem Herz-Kreislaufversagen und endgültigem Versagen des Gehirns kommen 

(Leary et al., 2013).  

Bereits die verschiedenen Arten der Klasse der Amphibien unterscheiden sich u.a. in ihrer 

Anatomie und Physiologie stark voneinander. In ihrer wechselwarmen Thermoregulation und 
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ihrem Stoffwechsel unterscheiden sie sich besonders von anderen Wirbel- und vor allem 

Säugetieren.  

Für die Euthanasie von Amphibien müssen daher verschiedene Dinge berücksichtigt werden. 

Grundsätzlich sollte bei der Euthanasie von Poikilothermen auf eine optimale 

Umgebungstemperatur (POTZ) geachtet werden, um einen schnellen Wirkungseintritt der 

Präparate zu gewährleisten (Schmidt, 2015).  

In der Literatur sind unterschiedliche Methoden beschrieben: zum einen können Substanzen 

durch Inhalation, Injektion oder topische Anwendung verabreicht werden, zum anderen gibt 

es physikalische Methoden, um den Tod herbei zu führen (Leary et al., 2013). 

Da die Amphibienhaut einen großen Anteil am Gasaustausch übernimmt (Harvey Pough, 

2007), und viele Arten Hypoxie und sogar längere Phasen der Anoxie gut überstehen können 

(Leary et al., 2013), eignen sich Inhalationsnarkotika besser zur Anästhesie (Smith and Stump, 

2000, Mitchell, 2009) als zur Euthanasie (Leary et al., 2013). 

Die intracoelomiale Injektion von Pentobarbital wird von einigen Studien empfohlen (Lalonde-

Robert et al., 2012b, Torreilles et al., 2009). Barbiturate gehörten früher zu den am häufigsten 

verwendeten Narkotika in der Veterinärmedizin. In ihrer chemischen Beschaffenheit handelt 

es sich um Säuren, die sich im Körper sofort so stark in den gut durchbluteten Organen, v.a. 

dem Gehirn anreichern, dass die Narkose eintritt (Löscher, 2014). Bei Überdosierung (100 

mg/kg KGW) führen sie rasch zu einer Bewusstlosigkeit und zum Atem- und Kreislaufstillstand. 

Pentobarbital ist für nahezu alle in der Praxis vorkommenden Spezies das Mittel der Wahl zur 

Euthanasie. Im Therapienotstand könnte es mit ähnlich gutem Erfolg durch Thiobarbiturate in 

Überdosis ersetzt werden (Erhardt and Baumgartner, 2012). Bekanntester Vertreter ist 

Thiopental, das in Deutschland jedoch nur als humanmedizinisches Präparat im Handel ist.  

Bei den topischen Verfahren hat sich aktuell das Auftragen eines 20%igen Benzocaingels als  

effektiv und praktikabel erwiesen. Benzocain ist ein weißes, kristallines, in Wasser schwer 

lösliches Pulver aus der Gruppe der Lokalanästhetika. Im Gegensatz dazu ist 

Benzocainhydrochlorid wasserlöslich und wird, häufig in Form eines Gels, zur Anästhesie oder 

Euthanasie von Amphibien eingesetzt (Chen and Combs, 1999, Leary et al., 2013). 

Ein weiteres empfohlenes topisches Euthanasieverfahren ist ein einstündiges Bad mit  

Tricainmethansulfonat (MS222) in der Dosierung 10 g/L (Gentz, 2007, Mutschmann, 2010) 

oder 5 g/L (Torreilles et al., 2009). Letztere Studie kam zu dem Schluss, dass MS222 in der 

Dosierung 2590 mg/kg KGW via intracoelomialer Injektion nicht zu einer erfolgreichen 
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Euthanasie führt. Bei Reptilien hat sich die Injektion von 250 mg/kg KGW, gepuffert, zur 

Euthanasie bewährt (Conroy et al., 2009). 

Die intrakardiale Injektion ist beim wachen Tier nicht zu empfehlen (Mader, 2006), unter 

Narkose jedoch akzeptabel (Leary et al., 2013). Die direkte Verbringung von Thiobarbital (100 

mg/kg KGW) in den Herzventrikel führte in der vorliegenden Studie bei jedem Tier zu einem 

sofortigen Herzstillstand.  

Zu den physikalischen Methoden zählen die Dekapitation oder das sogenannte „Pithing“, bei 

dem eine Metallsonde in das Foramen magnum eingeführt und das Gehirn mechanisch 

zerstört wird (Leary et al., 2013). Beide Methoden können jedoch erst als finaler Schritt im 

Zustand einer vorher herbeigeführten tiefen Bewusstlosigkeit durchgeführt werden (Köhler, 

1996). 

Obwohl selbst aktuellere Studien die Euthanasie durch Hypothermie rechtfertigen (Shine et 

al., 2015, Lillywhite et al., 2016), wird sie von den meisten Institutionen und Autoren zu den 

nicht akzeptablen Methoden gezählt (Leary et al., 2013, Warwick et al., 2018, Machin, 1999). 

 

2.3. Applikation und Metabolisierung der Medikamente 

 

Wie bei Säugern gibt es auch bei Amphibien verschiedene Applikationsrouten für 

Medikamente, dennoch muss auf einige Besonderheiten geachtet werden. Die sensible Haut 

von Amphibien ist hoch permeabel und stark vaskularisiert. Neben der Lungenatmung nimmt 

sie großen Anteil sowohl am Gastaustausch als auch am Wasser- und Elektrolythaushalt 

(Baitchman and Stetter, 2014). Das Fangen und das Handling der Tiere können zu Stress und 

unter Umständen zu einer iatrogen hervorgerufen Schädigung der empfindlichen 

Amphibienhaut führen. 

Die einfachste, schonendste und zuverlässigste Applikationsart ist demnach die topische, 

perkutane Verabreichung via Tauchbad oder Aufträufeln eines Wirkstoffes (Chinnadurai and 

Kane, 2014, Hadfield and Whitaker, 2005). 

Die orale (p.o.) Gabe von Medikamenten ist bei Amphibien eher ungeeignet, da Flüssigkeiten 

auf diesem Weg relativ schlecht resorbiert werden (Helmer and Whiteside, 2005). Parenterale 

Applikationswege eignen sich dagegen besser. 

Entsprechend aktueller Beschreibungen erfolgen Applikation von Antibiotika (Howard et al., 

2010) und Analgetika (Chinnadurai and Kane, 2014) meist subkutan (s.c.), am besten an der 
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seitlichen Bauchwand (Hadfield and Whitaker, 2005) oder intramuskulär (i.m.) in die 

Muskulatur der Vorder- oder Hintergliedmaßen. Für Anästhetika oder zum Flüssigkeitsersatz 

ist auch die intracoelomiale Injektion (i.c.) in die Bauchhöhle möglich. Das Tier wird hierfür in 

Rückenlage positioniert. Zur Schonung der inneren Organe sollte die Nadel im 45° Winkel 

kranial einer Hintergliedmaße in kranialer Richtung eingeführt werden (Letcher, 1992, 

Hadfield and Whitaker, 2005). 

Eine intravenöse (i.v.) Verabreichung von Medikamenten ist in der Literatur beschrieben 

(Lafortune et al., 2001, Longley, 2008, Hadfield and Whitaker, 2005). Diese erfordert allerdings 

eine gute Übung und sie ist zudem durch die Größe der Tiere limitiert. Mögliche Zugänge sind 

die oberflächliche Bauchvene (wie in der vorliegenden Studie), der sublinguale Plexus, die 

Vena femoralis und bei der Ordnung der Caudata die Schwanzvene (Baitchman and Stetter, 

2014). 

Die Metabolisierung der Medikamente hängt bei poikilothermen Amphibien auch stark von 

der Umgebungstemperatur ab, die ihrer Vorzugstemperatur (POTZ) entsprechen muss, damit 

ihr Stoffwechsel maximal leistungsfähig ist.  

 

2.3.1. Narkosebad 

 

Da sich die Haut von Amphibien aufgrund ihrer Permeabilität gut dazu eignet, Medikamente 

in flüssiger Form aufzunehmen (Helmer and Whiteside, 2005), ist die bevorzugte und 

einfachste Applikationsart von Anästhetika das Tauchbad (Paduano et al., 2013, Walker and 

Whitaker, 2000).  

Für die vorliegende Studie wurde eine Konzentration von 1 g Tricainmethansulfonat pro Liter 

Wasser gewählt (Lalonde-Robert et al., 2012a). Die Lösung wurde mit 

Natriumhydrogenkarbonat auf einen pH-Wert von mindestens 7,0 gepuffert, um die 

Verträglichkeit und Effektivität der Narkosewirkung zu optimieren (Robinson and Scadding, 

1983, Ohr, 1976). Die Immersionszeit sollte 30 Minuten betragen (Gentz, 2007). Vor dem 

Eingriff muss jedes Tier gewogen werden, um eine genaue Dosierung der Analgetika 

berechnen zu können (Longley, 2008). 

Während der Narkoseeinleitung wird häufig eine gesteigerte Bewegungsaktivität bei den 

Patienten beobachtet. Die dafür verwendeten Wasserbecken sollten deshalb zuvor im 

Hinblick auf Verletzungsmöglichkeiten geprüft werden (Baitchman and Stetter, 2014).  
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Üblicherweise werden Amphibien nach erfolgreicher Narkoseinduktion aus dem MS222-Bad 

entnommen und in frisches Wasser gelegt (Gentz, 2007). Bei zu tiefer Anästhesie empfiehlt 

sich eine Umspülung der Tiere mit sauerstoffangereichertem Wasser. Bei abflachender 

Narkosetiefe wird die Rückführung in ein Tauchbad beschrieben, das nur die halbe 

Konzentration der Ausgangslösung beinhaltet (Downes, 1995, Baitchman and Stetter, 2014).  

Für die vorliegende Studie wurde deshalb folgendes Prozedere gewählt: die Krallenfrösche 

sollten nach dem Bad auf einer schiefen Ebene mit einem Gefälle von 10% platziert werden. 

Die Aufrechterhaltung der Narkose sollte über einen Perfusor, der den Rücken der Tiere 

permanent mit MS222 in 50% der Anfangskonzentration von 1 g/L umspült, erfolgen. 

Die sensible Haut der Amphibien ist mit unzähligen Schleimdrüsen angereichert und spielt 

eine große Rolle beim Gasaustausch (Harvey Pough, 2007). Um die normale Funktion der Haut 

und ihre Feuchtigkeitsbarriere nicht aus dem Gleichgewicht zu bringen, sollen die Tiere 

während der gesamten Operationsdauer mindestens drei Mal pro Minute mit Frosch-

Ringerlösung umspült werden (Wright and Whitaker, 2001, Hadfield and Whitaker, 2005). 

 

2.4. Wahl des geeigneten Anästhetikums 

 

Die Art und vor allem die Dauer eines Eingriffs sind entscheidend bei der Auswahl eines 

Anästhetikums. In der Literatur finden sich dafür verschiedene Wirkstoffe. 

 

2.4.1 Verwendetes Anästhetikum Tricainmethansulfonat 

 

Tricainmethansulfonat (MS222) ist das Mittel der Wahl bei der Anästhesie von Amphibien 

(Cakir and Strauch, 2005, Downes, 1995, Stetter, 2001, Wright and Whitaker, 2001, 

Chinnadurai and Kane, 2014, Smith et al., 2018). In der Veterinärmedizin findet es 

hauptsächlich Anwendung als Anästhetikum für Fische, wofür es in den USA und 

Großbritannien eine Zulassung hat (Carter et al., 2011).  

Schon vor 100 Jahren beschrieb Sandoz die pharmakologischen und lokalanästhetischen 

Eigenschaften von MS222 (Sandoz, 1920). Tricainmethansulfonat ist ein Isomer von Benzocain. 

Der Wirkstoff weist eine höhere Wasserlöslichkeit und Azidität als Benzocain auf. Er liegt als 

weiße, kristalline Substanz vor und ergibt eine klare, farblose und saure Lösung (Beckman, 

2016, Longley, 2008).  



2. Literaturübersicht 

 

 

25 

MS222 ist dabei ein stark saures Salz. Wässrige Lösungen mit einer Konzentration von 1-2 g/L 

(eine Dosierung die häufig zur Immersion eingesetzt wird) haben einen pH-Wert von 3,0 

(Downes, 1995). Aus mehreren Gründen ist es notwendig die Lösung auf einen neutralen pH-

Wert von 7,0-7,5 zu puffern (Mitchell, 2009). Zum einen irritieren saure Lösungen die 

empfindliche Haut der Amphibien stark und können Hautirritationen und -schäden 

hervorrufen, zum anderen liegt in der sauren Lösung der Wirkstoff MS222 in seiner ionisierten 

Form dar (76% bei einem pH-Wert von 3,0) und kann daher nicht gut absorbiert werden 

(Mitchell, 2009, Downes, 1995). Es empfiehlt sich deshalb, die Lösung z.B. mit 

Natriumhydrogenkarbonat zu puffern. Durch die Erhöhung des pH-Wertes kann der Wirkstoff 

besser und schneller aufgenommen werden (Cakir and Strauch, 2005, Clayton and Gore, 2007) 

und die Zeit der Narkoseinduktion verkürzt sich (Ohr, 1976). 

MS222 wird bei Fischen und Larvenstadien von Amphibien rasch über die Kiemen 

aufgenommen und ausgeschieden (Carter et al., 2011, Wayson et al., 1976b). Bei adulten 

Amphibien wird es über die Haut aufgenommen und langsamer metabolisiert (Wright and 

DeVoe, 2013, Downes, 1995). Insgesamt betrachtet und vor allem im Vergleich zu anderen 

Anästhetika bei Amphibien spricht die kurze Induktions- und Aufwachzeit in jedem Fall für die 

Verwendung von MS222 (Kölle et al., 2012, Cakir and Strauch, 2005). 

In der Wirkungsweise ähnelt es der von Lokalanästhetika. Die Natriumionen-Permeabilität 

wird vorübergehend verändert, die Erregbarkeit von Nervengewebe herabgesetzt und die 

Weiterleitung von Nervenimpulsen blockiert (Stetter, 2001, Cakir and Strauch, 2005).  

Für die entsprechende Dosierung ist nicht das Gewicht des Patienten ausschlaggebend, 

sondern das Entwicklungsstadium und der Lebensraum der Tiere. Kiementragende 

Larvenstadien benötigen niedrigere Dosierungen von 0,5 g/L (Wright, 2006) bzw. 0,2 - 0,5 g/L 

(Cakir and Strauch, 2005, Mutschmann, 2010). Bei adulten Tieren muss bei der Dosierung 

zwischen hauptsächlich aquatilen Fröschen und terrestrischen Kröten unterschieden werden. 

Die grundsätzliche Empfehlung für Adulte sind 1-2 g/L (Baitchman and Stetter, 2014, Longley, 

2008), Wright empfiehlt speziell bei Kröten die Dosierung von 3 g/L (Wright, 2006). Die 

Immersionszeit sollte 10-30 Minuten betragen (Mutschmann, 2010), die Anästhesiedauer 

beträgt 30-60 Minuten (Lalonde-Robert et al., 2012a). Zum Anmischen der Lösung eignet sich 

die Verwendung des gewohnten Aquariumswassers am besten (Mitchell, 2009, Baitchman 

and Stetter, 2014).  Die Lösung sollte nach einmaliger Verwendung entsorgt werden. Die 

Temperatur des Tauchbades sollte sich im Rahmen der speziesspezifischen 
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Vorzugstemperatur (POTZ) des Patienten bewegen (Baitchman and Stetter, 2014). Nur so 

bleibt die Narkose aufgrund einer einschätzbaren Metabolisierung steuerbar. Bei einer zu 

kalten Lösung verlängert sich die Induktionszeit, während bei einer zu warmen Lösung der 

Wirkstoff möglicherweise zu schnell metabolisiert wird (Mitchell, 2009). Wesentlich höhere 

Temperaturen müssen vermieden werden, da es dabei zu erhöhtem Sauerstoffbedarf kommt, 

was bei gleichzeitig reduzierter Sauerstoffaufnahme in der Narkose zum Erstickungstod 

führen kann (Guénette et al., 2013) 

Für den Umgang mit Tricainmethansulfonat empfiehlt sich für den Anwender aufgrund der 

(schleim)hautreizenden Eigenschaften von MS222 das Tragen von Handschuhen (Carter et al., 

2011).  

Die Halbwertszeit von Tricainmethansulfonat beträgt bei Amphibien 3,2 Stunden (Lalonde-

Robert et al., 2012a), bei Mäusen jedoch nur 1,5 Minuten (Wayson et al., 1976a). Bei 

Säugetieren wird MS222 extrem schnell in der Leber metabolisiert, sodass der Wirkstoff selbst 

in hoher Dosierung nur einen geringfügigen systemischen Effekt zeigt (Wayson et al., 1976a). 

Infolgedessen spielt MS222 bei der Anästhesie von Säugetieren und in der dazugehörigen 

Literatur kaum eine Rolle (Downes, 1995). 

Tricainmethansulfonat findet nicht nur als Tauchbad Anwendung, sondern kann bei 

Amphibien und Reptilien auch in die Leibeshöhle, das Coelom, injiziert werden (Wright and 

Whitaker, 2001). Auch hier sollte unbedingt auf die Pufferung der Injektionslösung geachtet 

werden (Downes, 1995, Mitchell, 2009).  

Für Ochsenfrösche wird eine Dosierung von 250-400 mg/kg KGW, für Leopardfrösche 100-250 

mg/kg KGW angegeben (Letcher, 1992) bzw. für Amphibien allgemein eine Spannweite von 

50-300 mg/kg KGW (Wright, 2006).  

Insgesamt betrachtet ist MS222 ein Anästhetikum mit hoher Sicherheitsspanne. In einer 

Studie mit Leopardfröschen waren Herzfrequenz und Sauerstoffsättigung wenig beeinflusst, 

eine Atemdepression konnte jedoch nachgewiesen werden (Lalonde-Robert et al., 2012a). Bei 

Kröten wurde wiederum von einer MS222-bedingten Tachykardie berichtet (Smith, 1974). 

Tricainmethansulfonat wird hauptsächlich über die Leber abgebaut (Wayson et al., 1976b). In 

vitro Versuche haben gezeigt, dass MS222 von Mäuseleberhomogenaten 39-mal schneller 

metabolisiert werden als von denen der Frösche. Bei wechselwarmen Tieren wurde für 

Tricainmethansulfonat eine gewisse Lebertoxizität beschrieben (Wayson et al., 1976b).  
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2.4.2. Benzocain  

 

Bei Benzocain handelt es sich um ein Lokalanästhetikum, das wie MS222 meist via Bad 

appliziert wird. Da es sich um ein schlecht wasserlösliches Pulver handelt, muss es vorher in 

Ethanol gelöst werden (Crawshaw, 2003). Alternativ kann es auch in Form eines kommerziell 

erhältlichen Gel (Orajel®) angewendet werden (Brown et al., 2004, Cecala et al., 2007). Im 

Gegensatz zu MS222 muss eine Tauchbadlösung nicht gepuffert werden. Dosierungen von 50 

mg/L für Larven und 200 mg/L für Adulte sind beschrieben (Cakir and Strauch, 2005). Andere 

geben für Larven 0,005-0,01%ige Lösungen bzw. 0,01-0,03%ige für Adulte an (Mitchell, 2009).  

Eine aktuelle Empfehlung ist eine 0,1%ige Lösung (Smith et al., 2018). Benzocain erzielt eine 

Anästhesie für die Dauer von 15-60 Minuten (Guénette et al., 2013). Es ist ein sehr potentes 

Anästhetikum bei Amphibien, weist jedoch eine geringere therapeutische Breite als MS222 

auf. Als Nebenwirkung wird eine starke Atemdepression beschrieben (Cakir and Strauch, 2005, 

Mitchell, 2009). Dennoch kommt es immer noch routinemäßig zum Einsatz,  vor allem weil 

der Wirkstoff um ein vielfaches günstiger als MS222 ist (Green, 2001, Mitchell, 2009). 

 

2.4.3. Eugenol 

 

Eugenol kommt natürlicherweise in unterschiedlicher Konzentration in Nelkenöl vor 

(Baitchman and Stetter, 2014). Die beste Wirkung wird via ungepufferter Immersion erzielt. 

Ein 15-minütiges Bad mit einer Konzentration von 350 ml/L erzeugt bei adulten 

Krallenfröschen eine Narkosedauer von ca. 30 Minuten (Guénette et al., 2007). Für die 

unterschiedlichen Entwicklungsstadien und Arten müssen die entsprechenden Dosierungen 

berücksichtigt werden (Goulet et al., 2010). Für aquatil lebende Tiere gibt es die Empfehlung 

von 318-350 mg/L, für terrestrische lebende 450 mg/L (Mitchell, 2009). In der Literatur wird 

es zum Teil als gutes Anästhetikum für Amphibien beschrieben (Goulet et al., 2010), andere 

Autoren heben die möglichen Nebenwirkungen im Vergleich zu MS222 hervor. Vermutlich 

aufgrund des schlechten Geschmacks kommt es häufig zu einem reversiblen Magenprolaps 

bei den Patienten (Mitchell, 2009, Lafortune et al., 2001, Wright, 2006), seltener zu einer 

Atemdepression und Bradykardie (Mitchell, 2009). Die direkte topische Anwendung bei 

Krallenfröschen hatte Hautnekrosen zur Folge und kann demnach nicht empfohlen werden 

(Mitchell, 2009). 
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2.4.4. Isofluran 

 

Isofluran gilt als effektiver, sicherer Wirkstoff und kann Amphibien als Bad oder per Inhalation 

(Barbon et al., 2019, Morrison et al., 2016) verabreicht oder in flüssiger Form direkt 

aufgeträufelt werden; andere parenterale Applikationswege (z.B. als Gel) haben sich weniger 

bewährt (Baitchman and Stetter, 2014, Zec et al., 2014). Für ein Tauchbad wird meist eine 

Konzentration von 2-3 ml/L genutzt, hierfür wird flüssiges Isofluran per Spritze einfach in das 

Wasser gegeben (Baitchman and Stetter, 2014). Bei der direkten Applikation auf die Haut 

benötigen aquatile Spezies (z.B. Xenopus spp.) mit 0,007 ml/L eine geringere Dosis als Kröten 

(Bufo spp.) mit 0,015 ml/L (Mitchell, 2009).  

Neben der Intubation ist auch die Verbringung der Tiere in luftdichte Narkoseboxen möglich, 

in die ein mit Narkotikum getränkter Wattebausch gelegt wird. Die Bewusstlosigkeit tritt dann 

bereits nach 2-3 Minuten ein. Der Autor empfiehlt Isofluran nur in Kombination mit einem 

Analgetikum (Mutschmann, 2010). 

Isofluran gilt allgemein zwar als wirksames und relativ sicheres Anästhetikum bei Amphibien. 

Die Wirksamkeit und therapeutische Breite bei Amphibien sind jedoch weniger genau 

untersucht als für Tricainmethansulfonat, d.h. die Literaturangaben sind begrenzt. Der 

Wirkstoff kommt demnach deutlich seltener zum Einsatz als MS222. 

 

2.4.5. Propofol 

 

Das kurzwirksame Hypnotikum Propofol findet häufig Anwendung bei der Anästhesie von 

Säugern, Vögeln und Reptilien. Es muss entweder intravenös oder intraossär appliziert 

werden. Beide Routen sind bei Amphibien eine Herausforderung, weshalb es in praxi kaum 

Verwendung findet. 10 mg/kg perivaskulär in den sublingualen Plexus appliziert, führen zu 

einer schnellen Sedation, jedoch zu keiner Hypnose bei Leopardfröschen (Lafortune et al., 

2001). Ein ähnliches Ergebnis wurde für die Anwendung von 88 mg/L als 15-minütiges Bad bei 

Xenopus laevis berichtet (Guénette et al., 2008).  
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2.4.6. Ketamin  

 

Aussagen über die Verwendung von Ketamin bei Amphibien in der Literatur variieren stark. 

Die Wirkung scheint speziesspezifisch unterschiedlich zu sein (Letcher and Durante, 1995). 

Dosierungsempfehlungen schwanken zwischen 10-15 mg/kg in den dorsalen Lymphsack 

(Stoskopf, 1994), 20-210 mg/kg (Wright, 2001a) bzw. 50-150 mg/kg s.c. oder i.m. (Longley, 

2008). In der Dosierung von 20-40 mg/kg i.m. wird Ketamin zur Narkoseeinleitung empfohlen 

(Mitchell, 2009). 70-100 mg/kg i.m. werden sogar als akzeptable Alternative zu MS222 

beschrieben, obwohl die Aufwachphase 12-18 Stunden dauern kann (Gentz, 2007). Andere 

Autoren berichten, dass Ketamin selbst in hoher Dosierung nicht analgetisch wirkt (Guénette 

et al., 2013). 

Mit Ketamin alleine kann es trotz ausgeschaltetem Rückziehreflex zu Spontanbewegungen 

kommen. Kombinationen von Ketamin-Medetomidin bzw. Ketamin-Dexmedetomidin, die 

teilantagonisierbar sind und analgetisch wirken, sind stark abhängig von der Dosis und der 

speziesspezifischen Verteilung der alpha-2-Rezeptoren  (Kempf, 2008).  

 

2.5. Verwendete Analgetika  

 

2.5.1. Physiologische Voraussetzungen zur Beurteilung einer Schmerzkompetenz 

 

In einer vielbeachteten Veröffentlichung von Bateson (Bateson, 1991) wurden verschiedene 

physiologische Voraussetzungen aufgelistet, die zur Beurteilung einer Schmerzkompetenz bei 

Tieren herangezogen werden können. Die Auflistung dieser Kriterien wurde 2004 von 

Sneddon aktualisiert (Sneddon, 2004):  

 

1) Nozizeptoren 

2) Leitungsbahnen zu höheren Gehirnstrukturen  

3) Gehirnstrukturen 

4) Opioidrezeptoren und endogene Opioide 

5) Reduzierung einer nozizeptiven Antwort durch Analgetika 

6) Vermeidungsverhalten 

7) Abweichung vom Normalverhalten 
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Zu 1) Nozizeptoren sind freie sensorische Nervenendigungen, die durch Erzeugung von 

Aktionspotentialen schädliche mechanische, chemische oder thermale Reize weiterleiten. 

Amphibien besitzend Nozizeptoren in den oberflächlichen und tiefen Schichten der Haut 

(Spray, 1976, Habgood, 1950, Yamashita and Ogawa, 1991). Das periphere Nervensystem wird 

von unmyelinisierten und myelinisierten afferenten Nervenbahnen gebildet (Hamamoto and 

Simone, 2003). Bei Amphibien unterscheidet man hierbei drei Gruppen: stark myelinisierte A-

Fasern, dünn myelinisierte B-Fasern und nicht-myelinisierte C-Fasern, die den A-, A- und C-

Fasern der Säugetiere entsprechen und sich in ihrer Charakteristik nicht voneinander 

unterscheiden (Stevens, 2004). Die A-Fasern mit großem Durchmesser leiten Schmerzreize 

schnell und zielgerichtet, die dünnen C-Fasern eher diffusen Schmerz (Guénette et al., 2013). 

In einer Studie konnte gezeigt werden, dass der Essigsäuretest A- und C-Fasern zu gleichen 

Teilen erregt (Hamamoto and Simone, 2003). 

TRP(transient receptor potential)-Kanäle spielen ebenfalls eine wichtige Rolle bei der 

Wahrnehmung von Temperatur, Schmerz, chemischen und mechanischen Stimuli bei Säugern. 

TRPV1-Kanäle, die besonders in Nozizeptoren exprimiert werden, wurden bei Amphibien 

ebenso wie TRPA1-Kanäle, die als chemische Nozizeptoren fungieren, nachgewiesen 

(Sneddon, 2017).  

 

Zu 2) Über die periphere Schmerzweiterleitung und die Verschaltung auf Rückenmarksebene 

gibt es unterschiedliche Meinungen, die meisten Untersuchungen gehen jedoch davon aus, 

dass afferent-sensorische Nervenbahnen der Haut bei Fröschen im Gebiet des Dorsalhorns 

des Rückenmarks umgeschaltet werden. Dieser Bereich entspricht den Laminae I-IV der 

Säugetiere (Stevens, 2004). Dies impliziert, dass sich das Rückenmark von Amphibien im 

Aufbau ein wenig von dem der Säugetiere unterscheidet (Guénette et al., 2013). Die weitere 

Schmerzleitung zu supraspinalen Zentren ist bei Amphibien weitgehend unbekannt (Spray, 

1976), die Schmerzafferenzen erreichen jedoch Hirnstamm und Thalamus (Guénette et al., 

2013, Sneddon et al., 2014). Bei Säugern erfolgt die Weiterleitung von Schmerzreizen durch 

Neurotransmitter, die inhibitorisch als auch exhibitorisch wirken können und in verschiedene 

Substanzklassen unterteilt werden können: Aminosäuren, Neuropeptide, Monoamine. Dazu 

gehören u.a. Substanz P, Met-enkephalin, GABA, Glutamat, die auch im Gehirn und 

Rückenmark von Anuren nachgewiesen werden konnten (Stevens, 2011, Guénette et al., 2013, 

Mosley and Mosley, 2015, Lorez and Kemali, 1981).  
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Zu 3) Das Gehirn von Amphibien besitzt weder einen limbisches System noch einen zerebralen 

Cortex (Stevens, 2011). Diese hochkomplexe, gefaltete Struktur ist die phylogenetisch jüngste 

und am weitesten entwickelte Hirnregion in der Evolution der Wirbeltiere. Stevens folgert 

daraus, dass Amphibien deshalb eine weitaus geringere Fähigkeit haben, Schmerzen zu 

empfinden (Stevens, 2004), da die Information „Schmerz“ bei Menschen im Cortex bewusst 

gemacht und im limbischen System emotional bewertet wird. Dennoch erreichen 

Projektionen des Rückenmarks Hirnstamm und Thalamus, die im non-olfaktorischen 

Telencephalon münden. Eine Autorin schließt jedoch aufgrund dieser Projektionen, die im 

Vergleich zu jenen von Säugern unstrukturierter erscheinen mögen, auf eine vorhandene 

Schmerzkompetenz bei Fröschen (Guénette et al., 2013).  

 

Zu 4) Amphibien verfügen über ein gut entwickeltes endogenes Opioidsystem, das in der Lage 

ist, noxische Reize zentral zu verarbeiten (Green, 2003). In ihren Gehirnen konnte, im 

Vergleich zu Säugetieren, eine sehr hohe Anzahl an Opioidrezeptoren nachgewiesen werden 

(Simon et al., 1982). Den höchsten Anteil daran haben die -Opioidrezeptoren (Benyhe et al., 

1990), gefolgt von µ- und -Rezeptoren. Im Gegensatz zu Säugetieren weist der -

Opioidrezeptor bei Amphibien jedoch eine höhere Affinität zu µ- und -selektiven Opioiden 

als zu -selektiven Opioiden auf. Daraus wird gefolgert, dass die Opioidrezeptoren von 

poikilothermen grundsätzlich weniger selektiv als die von endothermen Spezies sind (Stevens, 

2009). Endogene Opioide wie Met-enkephalin, Beta-endorphin, Dynorphin und Dermorphine 

konnten ebenfalls bei Fröschen nachgewiesen werden (Stevens, 1988). 

 

Zu 5) Mit der Entdeckung des endogenen Opioidsystems bei Amphibien, wurde eine Vielzahl 

von Opioidanalgetika via verschiedener Applikationsrouten mithilfe des Essigsäuretests an 

Leopardfröschen untersucht (Pezalla, 1983, Stevens, 2011, Stevens et al., 1994, Stevens, 1996). 

Der Schwellenwert der nozifensiven „wiping response“ konnte dadurch erhöht werden.  

 

Zu 6) Akute Schmerzreize werden von Amphibien mit Vermeidungsverhalten beantwortet 

(Dobromylskyj et al., 2000). In einem modifizierten Hargreaves-Apparat reagierten 

Leopardfrösche auf Strahlungshitze mit dem Zurückziehen der betroffenen Gliedmaße 

(Willenbring and Stevens, 1995). 
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Die Schutztaktik des Aposematismus scheint auch bei Amphibien zu funktionieren. 

Beobachtungen zeigten, dass Kröten, die von Bienen gestochen wurden, diese daraufhin 

konsequent mieden (Kavaliers, 1988). 

 

Zu 7) Als Beute- und Fluchttiere zeigen Amphibien erst sehr spät Anzeichen für Krankheit und 

Schmerz. Im Vergleich zu anderen Tierarten zeigen sie ein eher reduziertes Verhaltensmuster, 

auch aufgrund fehlender Mimik und eingeschränkter Vokalisation (Machin, 1999, Green, 

2003). Dennoch gibt es, unter Berücksichtigung speziesspezifischer Unterschiede, einige 

Verhaltensweisen, die Hinweise auf Schmerzen geben können: protektives Verhalten wie 

Lecken, Reiben oder Schonen einer Wunde bzw. Verletzung (Sneddon et al., 2014), 

geschlossene Augen, Anorexie, Aggressivität oder Lethargie (Kempf, 2008). Die sogenannte 

„wiping response“ beim Essigsäuretest ist eine Verhaltensweise, die im Labor ausschließlich 

in Folge eines erfolgten Schmerzreizes beobachtet werden konnte (Stevens, 2011).   

 

Alle sieben physiologischen Voraussetzungen, die zur Beurteilung der Schmerzkompetenz bei 

Tieren herangezogen werden können, treffen auf die Klasse der Amphibien zu.  

 

2.5.2. Einsatz von Analgetika bei Amphibien 

 

Der Einsatz von Analgetika bei Amphibien ist bis heute bei schmerzhaften, chirurgischen 

Eingriffen nicht selbstverständlich. In der aktuellen Literatur finden sich jedoch vermehrt 

Empfehlungen zur  Gabe von Schmerzmitteln nach einer Laparotomie (Green, 2003). 

Mutschmann befürwortet sogar explizit eine Applikation von Analgetika vor einem 

schmerzhaften Eingriff bei Amphibien (Mutschmann, 2010).  

Grundsätzlich sind Analgetika Stoffe, die das Schmerzempfinden unterdrücken. Sie sind bei 

Menschen und Säugetieren bereits sehr gut untersucht. Dabei gibt es große Unterschiede, 

sowohl zwischen den einzelnen Stoffgruppen in ihrer Wirkungsweise und ihrer jeweiligen 

analgetischen Potenz als auch zwischen den einzelnen Spezies z.B. durch unterschiedliche 

Rezeptorverteilung und Sensitivität. Schmerzursache, Schmerztypus bzw. -grad, Suchtpotenz 

und analgetische Eigenschaften eines Wirkstoffes sind deshalb ausschlaggebend bei der 

Auswahl des passenden Analgetikums. In der Versuchstierkunde kommt auch noch der Aspekt 

der Interaktion mit den Versuchsergebnissen hinzu. 
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Bei Amphibien kommen bislang grundsätzlich Analgetika der Stoffgruppen Nichtsteroidale 

Antiphlogistika (NSAIDs), Opioide und Lokalanästhetika zum Einsatz: 

 

a) Nichtsteroidale Antiphlogistika sind Schmerzmittel mit schmerzlindernden, 

entzündungshemmenden und fiebersenkenden Eigenschaften. Sie hemmen die 

Prostaglandinsynthese durch Inhibition der Cyclooxygenasen. Prostaglandine 

sensibilisieren Nozizeptoren und gelten als Entzündungsmediatoren. Obwohl Amphibien 

alle physiologischen Voraussetzungen besitzen, die für die Wirkmechanismen von 

NSAIDs notwendig sind, ist deren Einsatz bei Amphibien nur unzureichend beschrieben 

(Kempf, 2008). Die NSAIDs Indomethacin und Ketorolac zeigten nach systemischer Gabe 

in einer Studie einen milden analgetischen Effekt bei Leopardfröschen (Stevens et al., 

2001). Flunixin-Meglumin (25 mg/kg) erzeugte im Vergleich zu Meloxicam (0,2 mg/kg) 

nach Applikation in den dorsalen Lymphsack die besseren Resultate bei Krallenfröschen 

(Coble et al., 2011). Bei Leopardfröschen bewirkte Flunixin-Meglumin in der gleichen 

Dosierung eine Analgesie von 2-4 Stunden (Terril-Robb et al., 1996). Auch hier 

divergieren die Dosierungsangaben mehr oder weniger, andere Autoren empfehlen 0,3 

mg/kg für Meloxicam und 1 mg/kg für Flunixin-Meglumin (Kölle et al., 2012).   

 

b) Die Lokalanästhesie ist in der Literatur bei Amphibien nur selten beschrieben. Bei 

kleineren Eingriffen im Bereich der äußeren Haut oder der Gliedmaßen, z.B. zur 

Entnahme von Biopsien, stellt sie eine praktikable analgetische Ergänzung dar. Mittel der 

Wahl ist dabei Lidocain-HCl, 2%ige Lösung, äußerlich appliziert (Mutschmann, 2010). Die 

subkutane Injektion von Lidocain zeigte eine sedierende Wirkung bei Ochsenfröschen, 

bei gleichzeitig ausbleibender lokaler Antinozizeption (Williams et al., 2017). 

 

c) In der vorliegenden Studie wurden die beiden Opioidanalgetika Fentanyl und 

Butorphanol gewählt. 

Opioide sind halb- und vollsynthetische Substanzen, die an  µ- bzw. - und δ-

Opioidrezeptoren binden (Erhardt et al., 2012) und präsynaptisch die Ausschüttung von 

exzitatorischen Neurotransmittern v.a. im ZNS hemmen. Diese können wiederum durch 

pharmakologische Klassifizierung in Subtypen, z.B. µ1-, µ2-, µ3-, bzw.  1-, 2-Repeptoren 

unterteilt werden (Löscher, 2014). 
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Die Opioidrezeptoren befinden sich bei Säugern hauptsächlich im zentralen 

Nervensystem, zum Teil jedoch auch in der Peripherie, z.B. GIT, Gelenkkapseln, Herz und 

Nieren (Erhardt et al., 2012). Bei Amphibien konnten Opioidrezeptoren im Gehirn, jedoch 

nicht in Herz, Magen, Leber und Muskel nachgewiesen werden (Stevens et al., 2007). Zur 

genaueren Rezeptorverteilung bei Amphibien bedarf es noch weiterer Forschung, 

bekannt ist bisher, dass die intrazerebroventrikulare, intraspinale und systemische Gabe 

von Opioiden beim Leopardfrosch einen analgetischen Effekt hervorruft (Stevens and 

Rothe, 1997, Stevens, 1996, Stevens et al., 1994).  

In einer aktuelleren Studie konnten im Gehirngewebe von Amphibien drei 

Opioidrezeptoren unterschieden werden, die eine 70-84%ige Homologie zu den µ-, - 

und δ-Rezeptoren von Säugern aufweisen (Stevens et al., 2007). Untersuchungen an 

Gehirnen von Kröten (Bufo marinus) ergaben eine Rezeptorverteilung von 60-70% -

Rezeptoren, 20-30% µ-Rezeptoren und sehr wenigen δ-Rezeptoren (Simon et al., 1982). 

Beim Teichfrosch (Rana esculenta) konnten die -Rezeptoren wiederum in 1- und 2-

Subtypen unterteilt werden (Benyhe et al., 1990). Insgesamt gesehen enthält 

Gehirngewebe von Amphibien mehr Opioidrezeptoren als das von Säugetieren, jedoch 

ist die selektive Affinität der Säugerrezeptoren höher (Stevens, 2004, Stevens, 2009). Die 

Sequenzierung von Opioidrezeptoren verschiedener Tierarten von drei verschiedenen 

Wirbeltierklassen ergab, dass alle Wirbeltierarten µ-, - und δ-Rezeptoren besitzen. 

Außerdem wurde ermittelt, dass der -Rezeptor die phylogenetisch älteste Struktur ist 

und sich aus einem ursprünglich einzigen Opioidrezeptor entwickelt haben muss. Beim 

µ-Rezeptor handelt es sich wiederum um die phylogenetisch „jüngste“ Rezeptorart 

(Stevens, 2004). 

Allgemein erfolgt die Klassifizierung der Opioide anhand der selektiven Bindung an die 

verschiedenen Rezeptoren. Das erklärt die unterschiedlich starke Analgesie und die 

unterschiedlichen Nebenwirkungen der verschiedenen Opioide, die auch Auswirkungen 

auf Atmung, Kreislauf, Darmmotilität und Thermoregulation haben. Für die analgetische 

Wirkung sind hauptsächlich die - und -Rezeptoren verantwortlich (ITIS-Empfehlungen, 

2012).  

Generell werden Opioide in reine Opiat-Agonisten, partielle Opiat-Agonisten, Opiat-

Agonist-Antagonisten und reine Opiat-Antagonisten unterteilt (Erhardt et al., 2012):  
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- Reine Agonisten besitzen eine ausschließlich aktivierende (agonistische) Wirkung. 

Aktuell verfügbare Vertreter dieser Gruppe binden vor allem an die µ-Rezeptoren, 

deren Aktivierung sowohl eine starke Analgesie als auch eine im Vergleich besonders 

ausgeprägte Atemdepression bewirkt (ITIS-Empfehlungen, 2012). Typische 

Vertreter sind Morphin, Etorphin, Fentanyl und l-Methadon. 

- Partielle Agonisten entfalten nur eine submaximale Wirkung am µ-Rezeptor, 

wodurch die Analgesie geringer als beim reinen Agonisten ausfällt. Ein Beispiel 

hierfür ist Buprenorphin, das sich durch eine starke Rezeptorbindung und damit 

durch eine besonders lange Wirkdauer auszeichnet (ITIS-Empfehlungen, 2012). 

- Agonist-Antagonisten wirken am µ-Rezeptoren antagonistisch oder nur schwach 

agonistisch, ihr analgetischer Effekt wird über die Bindung an den -Rezeptoren 

bewirkt (Erhardt et al., 2012). Ein typisches Beispiel dieser Gruppe ist Butorphanol. 

Das Nebenwirkungsspektrum von partiellen Agonisten und Agonist-Antagonisten 

kann gegenüber den reinen Agonisten v.a. postoperativ am wachen Tier 

vorteilhafter sein, jedoch ist ihr Dosierungsspielraum begrenzt. Nach Erreichen einer 

bestimmten Schwellendosis kann keine Steigerung der Analgesie mehr erzielt 

werden und bei deren Überschreitung können eventuell Nebenwirkungen 

zunehmen. Gleichzeitig kann die Analgesie sogar reduziert sein. Diese Reaktion 

bezeichnet man als Ceiling-Effekt (ITIS-Empfehlungen, 2012). 

- Reine Antagonisten können Agonisten kompetitiv von ihrer Bindungsstelle 

verdrängen und somit deren Wirkung blockieren bzw. aufheben. Sie selbst wirken 

nicht analgetisch. Der klassische Vertreter dieser Gruppe ist Naloxon (ITIS-

Empfehlungen, 2012).  

Bei Säugern werden die meisten Opioide in der Leber metabolisiert und über Galle und 

Urin ausgeschieden (Erhardt et al., 2012). Über den Metabolismus bei Amphibien gibt 

es keine Angaben in der Literatur. 

 

2.5.3. Fentanyl 

 

Das vollsynthetische Opioid Fentanyl unterscheidet sich mit einer ca. 100-mal höheren Potenz, 

jedoch mit einer deutlich kürzeren Wirkdauer von Morphin (Löscher, 2014, Erhardt et al., 

2012). Als selektiver Agonist an µ-Opioidrezeptoren wird es zur peri- und intraoperativen 

Medikation sowie zur Behandlung stärkster Schmerzzustände eingesetzt (Ammer and 

Potschka, 2016). In der Tiermedizin findet es meist intraoperativ in Kombination mit anderen 
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Anästhetika zum Erreichen einer guten chirurgischen Toleranz Verwendung (Erhardt et al., 

2012). Die analgetische Wirkung setzt rasch ein und hält etwa 20-30 Minuten an, dadurch ist 

es gut steuerbar und wird häufig als Dauertropfinfusion eingesetzt (Erhardt et al., 2012).  

Zu den Nebenwirkungen zählen starke Sedierung, Erbrechen und Hypothermie (Ammer and 

Potschka, 2016). Außerdem bewirkt Fentanyl eine dosisabhängige Atemdepression, die beim 

Tier jedoch weniger stark als beim Menschen ausgeprägt ist (Löscher, 2014), und der 

intraoperativ durch Intubation und maschineller Beatmung entgegen gewirkt werden kann, 

bzw. bei Amphibien kann eine Umspülung mit sauerstoffangereichertem Wasser helfen. In 

Bezug auf das Herz-Kreislauf-System kann es eine ausgeprägte Sinusbradykardie induzieren, 

der arterielle Blutdruck wird jedoch nur unwesentlich verändert (Erhardt et al., 2012).  

Bei Säugern findet die Metabolisierung in der Leber statt, die Ausscheidung erfolgt über die 

Nieren und den Darm. Fentanyl ist durch Naloxon kompetitiv antagonisierbar (Erhardt et al., 

2012). 

Fentanyl ist als Injektionslösung für den anästhesiologischen Einsatz und als transdermale 

Lösung zur Behandlung postoperativer Schmerzen als Tierarzneimittel für Hunde in 

Deutschland zugelassen (Löscher, 2014, Vetidata, 2020). Es ist außerdem in der sogenannten 

Positivliste für Equiden (VO (EU) Nr. 122/2013) aufgeführt und darf bei Schlachtequiden im 

Therapienotstand eingesetzt werden. Fentanyl fällt aufgrund seiner Sucht induzierenden 

Potenz in Deutschland unter das Betäubungsmittelgesetz (Bundesministerium der Justiz und 

für Verbraucherschutz, 2020). 

Für Amphibien gibt es mehrheitlich den Dosierungsvorschlag von 0,5 mg/kg s.c. (Mutschmann, 

2010, Longley, 2008, Ströse and Kempf, 2013, Machin, 1999), aber auch 1,0 mg/kg s.c. 

(Chinnadurai and Kane, 2014). Zur Pharmakologie von Fentanyl bei Krallenfröschen gibt es 

keine Angaben in der Literatur, jedoch eine Studie zur analgetischen Potenz einiger Opioide 

beim Leopardfrosch. Fentanyl erwies sich nach systemischer Gabe als potentes Analgetikum. 

Ein ED50-Wert von 1,4 nmol/g wurde ermittelt, während Dosierungen über 30 nmol/g bei den 

nicht-anästhesierten Tieren erst zu einer Starre und Reaktionslosigkeit und schließlich zum 

Tod führten (Stevens et al., 1994). 
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2.5.4. Butorphanol 

 

Butorphanol ist ein synthetischer Opiat-Agonist-Antagonist, das heißt, er wirkt agonistisch am 

-Opioidrezeptor und antagonistisch oder nur schwach agonistisch am µ-Rezeptor (Erhardt et 

al., 2012). Die Wirksamkeit ist speziesspezifisch unterschiedlich, beim Pferd beträgt sie ca. das 

5-fache von Morphin (Ammer and Potschka, 2016). Aufgrund seiner -agonistischen Wirkung 

findet es vor allem bei viszeralen Schmerzen Verwendung, die Wirkdauer beträgt jedoch nur 

ca. 2-4 Stunden, weshalb es nicht besonders gut für die länger andauernde Behandlung 

postoperativer Schmerzen geeignet ist (Erhardt et al., 2012).  

Als Injektionslösung ist es in Deutschland für Hunde, Katzen und Pferde zugelassen (Vetidata, 

2020). Aufgrund seiner agonistischen Wirkung am -Opioidrezeptor und seiner 

antagonistischen bzw. schwach agonistischen Wirkung am µ-Opioidrezeptor besitzt es im 

Vergleich zu reinen µ-Agonisten eine schwache Suchtpotenz und ist deshalb in Deutschland 

von der Betäubungsmittelpflicht ausgenommen (Bundesministerium der Justiz und für 

Verbraucherschutz, 2020). 

Butorphanol wird bei Pferden häufig in Kombination mit einem zentral wirksamen 2-

Adrenorezeptoragonisten eingesetzt, da dies den analgetischen Effekt verstärkt und 

sedierend wirkt (Ammer and Potschka, 2016). Zu den Nebenwirkungen zählen bei Pferden 

leichte Ataxie und Unruhe. Bei Hunden kann in seltenen Fällen Ataxie, Anorexie und Diarrhöe 

beobachtet werden. Allgemein kann es die Darmmotilität herabsenken. Bei schneller 

intravenöser Gabe kann eine ausgeprägte kardiopulmonäre Depression auftreten (Löscher, 

2014). 

Butorphanol wird bei Säugern über die Leber metabolisiert und über die Nieren und Galle 

ausgeschieden (Erhardt et al., 2012). Aufgrund der hohen Bindungsaffinität ist es in der Lage 

andere Opioide, reine µ-Agonisten kompetitiv aus deren Bindung zu verdrängen. Butorphanol 

selbst kann mit höheren Dosen Naloxon antagonisiert werden (Bauer, 2019). 

Die Dosierungsvorschläge von Butorphanol für Amphibien in der Literatur variieren stark. Sie 

reichen von 0,05 - 1,0 mg/kg i.v., p.o., i.m., s.c. (Ströse and Kempf, 2013) für eine Wirkdauer 

von 12 Stunden bis hin zu 25 mg/kg (Terril-Robb et al., 1996, Schultz and Dawson, 2003) oder 

33 mg/kg (Stevens et al., 2001). Eine häufige Empfehlung ist die Anwendung von 0,2-0,4 mg/kg 

i.m. (Mutschmann, 2010, Longley, 2008, Schuhmacher, 1996). Über die Pharmakologie von 

Butorphanol bei Krallenfröschen ist in der Literatur nichts beschrieben, es finden sich für 
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Amphibien nur die verschiedenen, genannten Dosierungsangaben. Die Studien von Terril-

Robb und Stevens wurden an Leopardfröschen durchgeführt, weshalb sich ihre 

Dosierungsempfehlungen auch auf diese Art beziehen (Stevens et al., 2001, Terril-Robb et al., 

1996).  Stevens gibt an, dass in seinen Untersuchungen kein Tier eine Dosierung von 300 

nmol/g Butorphanol überlebt hat (Stevens et al., 2001).
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3. Eigene Untersuchungen  

 

3.1. Publikation 1 

 

Der Originalartikel „A comparison of the analgesic effects of fentanyl and butorphanol in 

African clawed frogs (Xenopus laevis) under tricaine methanesulfonate (MS222) 

anaesthesia“ wurde am 15. Juni 2018 zur Publikation beim Fachjournal „SOJ Anesthesiology 

& Pain Management“ eingereicht, am 16. Juli 2018 akzeptiert und am 26. Juli 2018 online 

veröffentlicht.  
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3.2. Publikation 2 

 

Der folgende Artikel erschien in der Ausgabe 1/2019 der „elaphe“, der Mitgliederzeitschrift 

der DGHT, der Deutschen Gesellschaft für Herpetologie und Terrarienkunde e.V.  
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4. Diskussion 

 

Der Grundgedanke der vorliegenden Studie war das Refinement von Tierversuchen. Das Ziel 

des ersten Studienteils war entsprechend die Untersuchung, ob die Verwendung von MS222 

bei der Anästhesie von Krallenfröschen nicht nur zu Hypnose und Muskelrelaxation führt, 

sondern bei schmerzhaften Reizen auch die Nozizeption unterdrückt bzw. analgetisch wirkt. 

Im zweiten Teil folgte die Überprüfung, ob die Verwendung von Fentanyl und Butorphanol 

nozizeptive Reize beim Krallenfrosch unter MS222-Narkose reduzieren kann. 

Wie einleitend bereits erwähnt, besteht zwischen Nozizeption und der bewussten 

Schmerzempfindung ein wichtiger Unterschied. Nozizeption muss nicht zwangsläufig mit dem 

bewussten Empfinden von Schmerzen, bzw. Leiden verbunden sein, aber die komplexe, 

bewusste Sinneswahrnehmung von Schmerz im Gehirn (Perzeption) ist ohne Nozizeption 

nicht möglich. Bei letzterer handelt es sich um die Weiterleitung eines Schmerzreizes von 

einem peripheren Rezeptor zum Gehirn, in dem dieser dann durch verschiedene Hirnregionen 

verarbeitet wird. Beim wachen Tier wird daraus ein bewusstes Schmerzerlebnis, das es je nach 

Tierart unterschiedlich zum Ausdruck bringen kann. Unter Narkose können mindestens 

vegetative Stressantworten (Anstieg von Blutdruck, Herz- und Atemfrequenz) gemessen 

werden, da auftretende Schmerzreize zu einer Stimulation des sympathischen Nervensystems 

führen. Dadurch werden u.a. Katecholamine ausgeschüttet, die wiederum eine Steigerung der 

Herzfrequenz und, aufgrund der Konstriktion peripherer Gefäße, einen Anstieg des arteriellen 

Blutdrucks zur Folge haben (Henke et al., 2012). Diese neurovegetative Reaktion bleibt auch 

bei Bewusstseinsverlust erhalten (Richter, 2007).  

Amphibien haben als Wirbeltiere anatomisch und physiologisch die neurobiologischen 

Voraussetzungen, um auf Schmerzreize zu reagieren, diese sowohl weiterzuleiten 

(Nozizeption), in ihrem ZNS zu verarbeiten, als auch bewusst wahrzunehmen (Perzeption) 

(Guénette et al., 2013, Stevens, 2004, Coble et al., 2011, Machin, 1999).  

 

4.1. Ein neues Untersuchungsmodell zum Nachweis von intraoperativer Nozizeption 

unter MS222-Narkose bei Krallenfröschen 

 

Für die vorliegende Studie wurde ein neues Untersuchungsmodell entwickelt, um die 

intraoperative Nozizeption bei Krallenfröschen unter MS222-Narkose erstmals invasiv 
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untersuchen und so die analgetische Potenz von Tricainmethansulfonat bewerten zu können. 

Zunächst wurden drei verschiedene Schmerzreize an mit MS222 anästhesierten 

Krallenfröschen untersucht, dabei sollte zwischen viszeralem und somatischem Schmerz 

unterschieden werden. Bei ersterem wurde mit einer Pinzette am Ovar gezogen, bei den 

somatischen Schmerzreizen handelte es sich einerseits um den Essigsäuretest und 

andererseits um eine Druckausübung auf die Zehen mithilfe einer Bulldog-Klemme. Der 

Essigsäuretest erwies sich dabei als der effektivste Reiz, da die Applikation von 5%iger 

Essigsäure einen durchschnittlichen prozentualen Anstieg von 17,4% beim Blutdruck und 14,4% 

bei der Herzfrequenz induzierte. Zum Teil konnten dabei Zuckungen der betroffenen 

Gliedmaße beobachtet werden. In Untersuchungen im Zusammenhang mit Nozizeption oder 

im Rahmen der Bewertung der Anästhesietiefe bei Amphibien gilt der Essigsäuretest 

momentan auch als Schmerzreiz der Wahl (Lalonde-Robert et al., 2012a). Er sollte dennoch 

kritisch betrachtet werden, da die Haut als sehr wichtiges Organ der Amphiben durch einen 

mehrfach durchgeführten Essigsäuretest starken Schaden nehmen kann. Bei den betroffenen 

Hautstellen kann es in der Folge zu Ulzerationen, sekundären bakteriellen Infektionen und 

sogar Sepsis kommen (Coble et al., 2011). In der vorliegenden Studie konnten keine 

Hautveränderungen beobachtet werden, da zum einen nur mit 5%iger Essigsäure gearbeitet 

wurde und es sich zum anderen um einen Terminalversuch handelte, sodass keine Aussage 

über weitere Folgeerscheinungen gemacht werden kann. 

Alle drei Schmerzreize wurden im ersten Teil der Studie jeweils zweimal pro Tier getestet. Vor 

jedem Schmerzreiz wurde eine 10-minütige Ruhephase eingehalten, in der sich die beiden 

Parameter Blutdruck und Herzfrequenz gleichmäßig bewegten. Nach erfolgtem Schmerzreiz 

schnellten beide Werte innerhalb von Sekunden in die Höhe. Obwohl statistisch kein 

signifikanter Unterschied zu den anderen beiden Testschmerzreizen nachgewiesen werden 

konnte, wurde der Essigsäuretest als effektivster Schmerzreiz festgelegt, da dieser mit den 

größten Unterschieden zwischen dem Ruhewert und dem reizinduzierten Maximalwert 

verbunden war. 

Dieses entwickelte Modell diente im folgenden Versuchsteil der Überprüfung, ob die 

Verwendung von Fentanyl und Butorphanol nozizeptive Reize beim Krallenfrosch unter 

MS222-Narkose reduzieren kann.  

 In einem aktuellen Review wurden die verschiedensten Methoden von Klinik und Forschung 

zur Messung von Schmerz und Nozizeption bei Säugetieren zusammengefasst. Als Empfehlung 
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geht daraus die Kombination verschiedener Methoden hervor, um die Aussage eines 

Versuches so klar wie möglich zu gestalten (Johnson, 2016). Laut Arras und Kollegen (Arras et 

al., 2001) sind die physiologischen Parameter Herz- und Atemfrequenz sowie Blutdruck die 

sensibelsten und objektivsten Indikatoren für die chirurgische Toleranz bei Kleinsäugern. 

Dennoch empfiehlt sie neben diesem „Goldstandard“ die Untersuchung von weiteren 

Parametern, die Aufschluss über die Anästhesietiefe geben könnten, wie z.B. die Reaktion des 

Patienten auf einen noxischen Reiz. Hierbei hat sich der Fußrückziehreflex als der beste und 

sensibelste  Parameter erwiesen (Arras et al., 2001). Der in der vorliegenden Studie 

durchgeführte Schmerzreiz in Form von Druck mit einer Bulldog-Klemme wurde in Anlehnung 

dazu ausgewählt. Dieser Schmerzreiz erzeugte bei den Krallenfröschen jedoch nicht so starke 

Auswirkungen auf Blutdruck und Herzfrequenz wie der momentane Schmerzreiz der Wahl bei 

Amphibien, der Essigsäuretest. Im Gegensatz zu Säugertieren zählt die Haut von Amphibien 

zu deren wichtigsten Organen, ist stark vaskularisiert und von zahlreichen Nozizeptoren in den 

oberflächlichen und tiefen Schichten durchsetzt (Habgood, 1950, Spray, 1976, Yamashita and 

Ogawa, 1991). 

Klinisches Narkose-Monitoring ist rein anatomisch (Körperbau und -größe), aber auch 

physiologisch (wechselwarme, z.T. aquatisch lebende Tiere mit ausgeprägter Resistenz 

gegenüber temporärer Hypoxie bzw. Anoxie) eine große Herausforderung beim Krallenfrosch. 

Die beim Säuger etablierten Basis-Methoden wie die Erfassung von Puls- und Atemfrequenz, 

nichtinvasiv abgeleitetem Blutdruckwert, ggf. Elektrokardiographie (EKG), Körpertemperatur, 

Urinproduktion und oxymetrischer Sauerstoffsättigung können oft nicht aussagekräftig 

angewandt werden. Da die Mundbodenatmung der Krallenfrösche unter der MS222-Narkose 

sistierte, musste in der vorliegenden Studie auf die Zählung der Atemzüge verzichtet werden, 

und nur die beiden Parameter Blutdruck und Herzfrequenz konnten invasiv mithilfe des 

Mikro-Tip-Katheters gemessen werden. In Anlehnung an die Literatur wurden die hierbei 

intrakardial gemessenen hämodynamischen Veränderungen, bzw. der Anstieg von Blutdruck 

und Herzfrequenz in Folge eines Schmerzreizes, als positive Reaktion gewertet (Arras et al., 

2001, Richter, 2007). Die Messung erfolgte kontinuierlich alle zwei Sekunden. Die 

verwendeten hochsensiblen Instrumente messen intrakardiale und intravasale 

Druckzustände äußerst genau, da der im Gefäß liegende Drucksensor kaum von äußeren 

Einflüssen gestört wird (Erhardt et al., 2007, Trevino et al., 2010). Sicherlich birgt jede 

Gefäßpunktion das Risiko von Hämatombildung, thrombotischen Komplikationen oder Sepsis 
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(Janssens et al., 2016), doch für die vorliegende Studie überwog der Vorteil der exakten und 

kontinuierlichen Aufzeichnung der Messdaten in Anbetracht von mangelnden nicht-invasiven 

Alternativen. So konnten geringste hämodynamische Schwankungen dargestellt werden. Der 

Tip-Katheter wurde bei den Krallenfröschen intrakardial platziert. Zu bevorzugen wäre 

sicherlich eine weniger invasive Messung von Blutdruck und Herzfrequenz. Bei 

Ochsenfröschen konnte in einer aktuellen Studie ein Katheter in der Femoralarterie platziert 

werden, das Körpergewicht der Tiere betrug dabei 281  30 g (Williams et al., 2017). Da die in 

diesem Projekt verwendeten Krallenfrösche weniger als die Hälfte davon wogen, war 

aufgrund des Größenunterschiedes eine Kanülierung des Gefäßes jedoch nicht möglich.  

Anästhetika haben grundsätzlich Auswirkungen auf das hämodynamische bzw. 

kardiopulmonäre System. Diese Auswirkungen scheinen auch bei Amphibien abhängig von 

Spezies und Anästhetikum zu sein. Wie unter Punkt 4.2. näher erläutert, führten die Autoren 

die bei Aga-Kröten beobachteten hämodynamischen Störungen nach einem Benzocain-

Tauchbad auf das Anästhetikum zurück (Andersen and Wang, 2002). Auch unter MS222-

Narkose konnte bei dieser Tierart eine Erhöhung der Herzfrequenz beobachtet werden (Smith, 

1974). Bei Leopardfröschen zeigte eine Tauchbad-Narkose mit Tricainmethansulfonat 

kardiodepressive Auswirkungen, vor allem in höheren Dosierungen. Demzufolge wird für 

Leopardfrösche eine niedrigere Dosis von 200 mg/L empfohlen, verbunden mit einer längeren 

Induktionszeit von 40 Minuten (Cakir and Strauch, 2005). In einer aktuelleren Studie von 2012 

wurde wiederum festgestellt, dass MS222 als Tauchbad in der Dosierung von 1 g/L zwar eine 

atemdepressive Wirkung, jedoch relativ wenig Einfluss auf Herzfrequenz und 

Sauerstoffsättigung bei Krallenfröschen hat  (Lalonde-Robert et al., 2012a). In Anlehnung an 

diese Studie und aus oben genannten Gründen schien uns der Verzicht auf eine 

Kontrollgruppe im zweiten Teil der vorliegenden Arbeit vertretbar, auch wenn die 

Aussagekraft der Studie dadurch etwas gemindert wird. Zum einen sollte aus 

Tierschutzgründen die Tierzahl so niedrig wie möglich gehalten werden, zum anderen wurde 

bereits im ersten Teil der Studie mit einer reinen MS222-Narkose ohne zusätzliche Analgetika 

gearbeitet. Bei zukünftigen Untersuchungen könnte jedoch eine Kontrollgruppe in Betracht 

gezogen werden, um mögliche Reaktionen des hämodynamischen Systems auf eine 

wiederholte Anwendung des Essigsäuretest auszuschließen.  

Eine MS222-Narkose kann unseren Beobachtungen zu Folge zwar eine gute 

Bewusstseinsausschaltung und Muskelrelaxation gewährleisten, jedoch ist die analgetische 
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Potenz nicht stark genug ausgeprägt, um eine gute chirurgische Toleranz zu erreichen. Viele 

Studien und internationale Empfehlungen (Animal Research Advisory Committee ARAC, 2019, 

Ramlochansingh et al., 2014, Beckman, 2016, Lalonde-Robert et al., 2012a) sprechen sich 

jedoch für den alleinigen Gebrauch von Tricainmethansulfonat als Anästhetikum bei 

schmerzhaften Eingriffen aus. Basierend auf den Ergebnissen der vorliegenden Studie besteht 

einerseits Handlungsbedarf diese Empfehlungen zu überdenken und andererseits die 

Notwendigkeit bessere Methoden der Schmerzausschaltung bei Krallenfröschen zu 

untersuchen.  

 

4.2. Analgesie beim Krallenfrosch 

 

Davon ausgehend, dass Amphibien in der Lage sind Schmerz zu empfinden und dem Nachweis 

einer messbaren Nozizeption unter MS222-Narkose im ersten Teil der vorliegenden Studie, 

war die Zielsetzung des zweiten Teils die Ermittlung einer praxistauglichen Anästhetikum-

Analgetikum-Kombination für Krallenfrösche.  

Wie bereits unter 2.5.1. erläutert, besitzen Amphibien, ebenso wie Säugetiere, ein gut 

entwickeltes endogenes Opioidsystem, das noxische Reize zentral verarbeiten kann (Green, 

2003, Stevens et al., 1987). In Folge dieser Erkenntnis und mit der Entwicklung des 

Essigsäuretest wurde zunächst die Wirkung von Morphin (Pezalla, 1983) und im Weiteren die 

einiger weiterer Opioidanalgetika bei Leopardfröschen untersucht (Stevens, 2011, Stevens, 

1996, Stevens et al., 1994, Stevens and Rothe, 1997). Im Rahmen dieser Studien konnte 

gezeigt werden, dass durch die Applikation von Opioidanalgetika (Stevens, 1996, Stevens et 

al., 1994) bzw. endogener Opioide, wie Met-enkephalin, Dynorphin und Beta-endorphin 

(Stevens et al., 1987), der Schwellenwert der Verhaltensantwort auf einen noxischen Reiz, die 

sogenannte „wiping response“, beim nicht-narkotisierten Tier erhöht werden konnte.  

Aufgrund der vielversprechenden Ergebnisse von Opioidanalgetika bei Leopardfröschen 

wurden für die vorliegende Studie Fentanyl und Butorphanol für die Untersuchung beim 

Krallenfrosch ausgewählt. Butorphanol wirkt agonistisch an den -Rezeptoren, die 

phylogenetisch die älteste Opioidrezeptor-Struktur darstellen. Fentanyl wirkt als Agonist an 

den µ-Rezeptoren, bei denen es sich wiederum um die phylogenetisch jüngste Rezeptorart 

handelt (Stevens, 2004). Der Vergleich dieser beiden unterschiedlichen Opioidrezeptoren im 

Hinblick auf die analgetische Potenz ist bei Amphibien insofern interessant als μ-Rezeptoren 
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sich phylogenetisch aus den k-Rezeptoren entwickelt haben und deshalb bei Fischen, 

Amphibien und Archesauriern von geringer Bedeutung als beim Säuger sind. Die 

Opioidrezeptorverteilung im ZNS von Amphibien weist einen Anteil von 60-70% -Rezeptoren 

auf (Simon et al., 1982). Im Gegensatz zu Säugetieren weist der -Opioidrezeptor bei 

Amphibien jedoch eine höhere Affinität zu als µ- und -selektiv eingestuften Opioiden als zu 

-selektiven Opioiden auf. Daraus wird gefolgert, dass die Opioidrezeptoren von 

Poikilothermen grundsätzlich weniger selektiv als die von endothermen Spezies sind (Stevens, 

2009). Die Dosierungen von 0,05 mg/kg, 0,25 mg/kg und 0,5 mg/kg für Fentanyl bzw. 0,05 

mg/kg, 1,0 mg/kg und 5 mg/kg für Butorphanol wurden anhand der zur Verfügung stehenden 

Literaturangaben ausgewählt (Ströse and Kempf, 2013, Mutschmann, 2010, Longley, 2008). 

Im Ergebnis konnte nur bei Butorphanol in der hohen Dosierung von 5 mg/kg eine signifikante 

Limitierung des Blutdruckanstiegs nach Schmerzstimulus beobachtet werden. Dieser Effekt 

war jedoch nur 10 Minuten nach Applikation des Medikaments messbar. Eine weitere 

Dosiserhöhung von Butorphanol kann gemäß unseren Ergebnissen jedoch nicht empfohlen 

werden, da die hohe Dosierung von Butorphanol gleichzeitig die Nebenwirkungen erhöhte. Zu 

diesen Nebenwirkungen zählte eine zunehmende Depression von Blutdruck und Herzfrequenz. 

Fentanyl zeigte in allen drei Dosierungen keinen analgetischen Effekt. In der hohen Dosierung 

hatte Fentanyl jedoch ebenfalls negative Auswirkungen auf das Herz-Kreislaufsystem der Tiere. 

Entgegen unseren Erwartungen konnten weder Butorphanol noch Fentanyl die Nozizeption 

unter MS222-Narkose zufriedenstellend reduzieren. Grund dafür könnte eine 

speziesspezifisch unterschiedliche Opioidrezeptorverteilung bei Krallen- und Leopardfrosch 

sein, wozu es jedoch leider keine näheren Angaben in der Literatur gibt.  

Auf die Einhaltung der POTZ von 20-26°C (Kölle et al., 2012) von Xenopus laevis wurde bei den 

Experimenten genau geachtet. Auch die Applikationsroute kann entscheidend für die 

Wirksamkeit eines Medikaments bei Amphibien sein (Sykes IV and Greenacre, 2006). Neben 

dem Pfortadersystem der Leber ist eine anatomische Besonderheit bei Amphibien, Reptilien 

und Vögeln das Nierenpfortadersystem (Holz, 1999). Venöses Blut der kaudalen Körperhälfte 

fließt zunächst durch Nieren und Leber und gelangt dann erst zum Herz (Killorn and Toews, 

2001, Stetter, 1995). Dieser sogenannte First-Pass-Mechanismus sollte bei Applikation von 

Medikamenten Berücksichtigung finden, die entweder durch die Nieren bzw. Leber 

metabolisiert werden oder nephro- bzw. hepatotoxisch sind (Stetter, 1995). Demzufolge 

empfiehlt sich die Applikation von Medikamenten in die kraniale Körperhälfte von Amphibien 



4. Diskussion 

 

 

61 

(Stetter, 1995, Killorn and Toews, 2001). Um eine vollständige Absorption des Wirkstoffes zu 

erreichen, wurden die Analgetika in dieser Studie intravenös in die Mitte der oberflächliche 

Bauchvene appliziert. Um das Pfortadersystem zu umgehen, könnten zukünftig andere 

Applikationsrouten in die kraniale Körperhälfte in Betracht gezogen werden. Eine intravenöse 

Applikation ist aufgrund der guten Absorptionrate sicherlich für die Aussage eines 

Experiments von Vorteil. Über die Möglichkeit der Applikation in den sublingualen Plexus ist 

bei zungenlosen Krallenfröschen bisher nichts in der Literatur beschrieben.  Andere 

Applikations-Routen in die kraniale Körperhälfte, wie z.B. eine i.m. Applikation in die 

Muskulatur der Vordergliedmaße, könnten zwar die Praktikabilität für den Anwender 

verbessern, sind aber ebenfalls noch nicht für Krallenfrösche untersucht. 

Bei der Untersuchung der Opioidanalgetika konnte das Erstellen einer Dosis-Wirkungskurve 

im vorliegenden Projekt leider nicht realisiert werden, da die Entnahme von 1 ml Blut in einem 

Vorversuch, trotz Volumensubstitution durch die gleiche Menge an Frosch-Ringer, zu 

massiven hämodynamischen Problemen führte. Daraufhin wurde auf eine 

Blutprobenentnahme während des Versuches verzichtet. Erst an dessen Ende, vor der 

Euthanasie, wurde 1 ml Herzblut entnommen, um den Serumspiegel der Medikamente 

bestimmen zu können, siehe 3.1.. Grundsätzlich darf eine Blutprobe bei gesunden Tieren 

maximal 1%, bei kranken Tieren maximal 0,5% des Körpergewichts betragen (Gentz, 2007). 

Bei Aga-Kröten konnten unter Benzocain-Narkose große Störungen der hämatologischen und 

kardiologischen Parameter beobachtet werden, was die Autoren auf das Anästhetikum 

zurückführten. In dieser Studie wurde den Tieren zum Zeitpunkt 0, 2, 5, 24, 48 Stunden nach 

der Narkose jeweils 1 ml Blut abgenommen (Andersen and Wang, 2002). Obwohl das Volumen 

substituiert wurde und Aga-Kröten ein höheres Körpergewicht als Krallenfrösche aufweisen, 

könnten die häufigen Blutentnahmen die hämodynamischen Turbulenzen, nach Meinung der 

Autorin, verstärkt haben. 

 

4.3. Ausblick 

 

Obwohl die beiden untersuchten Opioidanalgetika nicht den erhofften Effekt erzielten, 

konnte im ersten Teil der Studie zumindest ein Untersuchungsmodell implementiert werden, 

auf deren Basis zukünftig weitere Analgetika auf ihre Wirkung beim Krallenfrosch untersucht 
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werden können. Mit den Erfahrungen der vorliegenden Studie könnte die Methodik noch 

verfeinert werden.  

Das Nicht-steroidale Antiphlogistikum Flunixin-Meglumin zeigte zum Beispiel in ersten 

Untersuchungen einen analgetischen Effekt bei Leopardfröschen (Terril-Robb et al., 1996). In 

einer aktuelleren Studie schnitt es bei Krallenfröschen im Vergleich zu Xylazin, Meloxicam und 

Morphin sogar am besten ab (Coble et al., 2011). Anderen Autoren erscheint Flunixin-

Meglumin in der Dosierung von 25 mg/kg bei Krallenfröschen als relativ sicher, während bei 

der Dosierung von 50 mg/kg Todesfälle beobachtet werden konnten  (Smith et al., 2018). 

Über die Wirkungsweise von Metamizol ist bei Amphibien bisher so gut wie nichts bekannt. 

Im Tierversuch mit Ratten wurde nach der Gabe von Metamizol neben der bekannten 

Hemmung der Cyclooxygenasen und dem spasmolytischen Effekt eine Ausschüttung 

endogener Opioide und deren Interaktion an -Opioidrezeptoren beobachtet. Letztere hatte 

eine indirekte, periphere Anti-Nozizeption zur Folge (Silva et al., 2016). Im ZNS von Amphibien 

machen die -Rezeptoren einen Anteil von 60-70% der Opioid-Rezeptoren aus (Simon et al., 

1982).  Dieser Aspekt und die allgemein mangelnden Datenlage zur Wirkungsweise von 

Metamizol bei Amphibien machen das Nicht-Opioidanalgetikum zu einer sehr interessanten 

Test-Option für zukünftige Studien. 
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5. Zusammenfassung 

 

Die Schmerzkompetenz von Amphibien wird bis heute kontrovers diskutiert. Ein Stellvertreter 

dieser Klasse, der Afrikanische Krallenfrosch (Xenopus laevis) hat in der Versuchstierkunde seit 

langem einen festen Platz eingenommen. Weltweit gelten in der tierexperimentellen 

Forschung die Prinzipien der 3R. Ziel ist es, Tierversuche möglichst zu vermeiden 

(Replacement), die Zahl der Tiere zu reduzieren (Reduction) und ihr Leiden in Versuchen auf 

das unerlässliche Maß zu beschränken (Refinement). In Bezug auf letzteren Punkt war ein Ziel 

dieser Studie, die Überprüfung, ob Tricainmethansulfonat (MS222) als „ideales 

Anästhetikum“ alle Komponenten einer Allgemeinanästhesie mit chirurgischer Toleranz – 

Bewusstlosigkeit (Hypnose), Muskelrelaxation, Unterdrückung vegetativer Reflexe und damit 

eine adäquate Analgesie induzieren kann.  

 

Dazu wurde im ersten Teil des Projekts zunächst untersucht, ob es unter einer MS222-

Anästhesie neben der Bewusstlosigkeit und Muskelrelaxation auch zur Ausschaltung bzw. 

Verringerung der Schmerzweiterleitung (Nozizeption) und damit zu einer effektiven 

Schmerzreduktion (Analgesie) kommt. Entsprechend wurden drei verschiedene Schmerzreize 

an narkotisierten Krallenfröschen untersucht, um den am besten reproduzier- und 

standardisierbaren Schmerzreiz zu finden. Da es für narkotisierte Amphibien kein etabliertes 

Verfahren gibt, um intraoperative Nozizeption zu messen, wurde auf Methoden, die beim 

Säuger etabliert sind, zurückgegriffen. Folglich wurde ein Anstieg der Herz-Kreislauf-

Parameter Blutdruck und Herzfrequenz in der Studie als Hinweis auf Nozizeption gewertet. 

Zur Messung dieser Vitalparameter beim Frosch wurde in diesem Projekt ein Mikro-Tip-

Katheter verwendet, der direkt im Herzventrikel platziert wurde. Alle drei Schmerzreize 

erzeugten hämodynamische Veränderungen unter MS222-Nakose. Obwohl kein signifikanter 

Unterschied zu den anderen Reizen bestand, wurde der sogenannte Essigsäuretest als 

Schmerzreiz der Wahl festgelegt, da dieser mit den größten Unterschieden zwischen dem 

Ruhewert und dem reizinduzierten Maximalwert verbunden war. 

 

Die in der Literatur zu findenden Angaben zur ergänzenden Schmerztherapie bei Amphibien 

variieren zum Teil stark. Aus diesem Grund wurde im zweiten Teil des Projekts die Wirkung 

der beiden Opioide Fentanyl und Butorphanol in jeweils drei unterschiedlichen 
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Konzentrationen untersucht. Die Dosierungen der Analgetika wurde auf der Basis der 

vorhandenen Literatur ausgewählt. Sie betrugen 0,05 mg/kg, 0,25 mg/kg und 0,5 mg/kg für 

Fentanyl bzw. 0,05 mg/kg, 1,0 mg/kg und 5,0 mg/kg für Butorphanol. Die Reaktionen des 

hämodynamischen Systems auf den Essigsäuretest wurden vor und nach Gabe der Analgetika 

kontinuierlich aufgezeichnet. Wider Erwarten zeigte Fentanyl in allen drei Dosierungen keine 

Reduktion der Nozizeption unter MS222-Narkose. Mit Butorphanol konnte nur in der hohen 

Dosierung eine kurzzeitige und signifikante Limitierung des maximalen Blutdruck- und 

Herzfrequenzanstiegs nach einem Schmerzstimulus gemessen und damit als reduzierte 

Nozizeption gewertet werden. Nach Verabreichung der Essigsäure stiegen beide Parameter 

10 Minuten nach Applikation von Butorphanol deutlich geringer an als im Vergleichsversuch 

ohne Analgetikum. Doch bereits 20 Minuten nach der Butorphanol-Gabe war dieser Effekt 

nicht mehr messbar. Die hohe Butorphanol-Dosis kann aufgrund starker Nebenwirkungen auf 

Blutdruck und Herzfrequenz nicht empfohlen werden. Mit dem Einsatz der beiden Opioide 

gelang es somit nicht, die intraoperative Analgesie nebenwirkungsarm zu verbessern. 

 

Zusammenfassend konnte im ersten Teil der Studie gezeigt werden, dass 

Tricainmethansulfonat eine gute Hypnose und Muskelrelaxation bewirkt, aber keine 

ausreichende Schmerzausschaltung induziert. Eine zusätzliche Analgesie ist bei schmerzhaften 

Operationen entsprechend indiziert. Da internationale Empfehlungen in der 

Versuchstierkunde aktuell jedoch die alleinige Anwendung von MS222 zur Operation von 

Krallenfröschen vorsehen, besteht Handlungsbedarf, einerseits diese Empfehlung zu 

überdenken und andererseits bessere Methoden zur Schmerzausschaltung beim 

Krallenfrosch zu untersuchen. 

Die aktuellen Dosierungsempfehlungen zu Fentanyl und Butorphanol in der Literatur konnten 

in der aktuellen Studie nicht bestätigt werden. Mit dem entwickelten Modell, unter 

Verwendung von mit MS222 anästhesierten Krallenfröschen, 5%iger Essigsäure als 

Schmerzreiz und einem genauen Messinstrument für hämodynamische Veränderungen (Tip-

Katheter), können in Zukunft weitere Analgetika auf ihre Wirkung beim Krallenfrosch 

untersucht werden. 
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6. Summary 

 

Until today the ability to percept pain has been controversially discussed in amphibians. Over 

the years a representative of this class, the African clawed frog (Xenopus laevis), has 

established his position in laboratory animal science. Worldwide the principles of the 3R apply 

in animal experimental research, the aim is to avoid the use of animals (Replacement), to 

minimize the number of animals (Reduction) and to limit their suffering to the essential 

minimum (Refinement). Focusing on refinement, the aim of this study was to assess if tricaine 

methanesulfonate (MS222) as an “ideal anaesthetic” guarantees all three components of 

general anaesthesia including surgical tolerance – hypnosis, muscle relaxation, depression of 

vegetative responses and an adequate analgesia. 

 

In the first part of the study it was therefore determined if MS222 anaesthesia, besides muscle 

relaxation and hypnosis, induces reduction or rather elimination of the conduction of a 

noxious stimulus (nociception) and results in a therapeutic reduction of pain (analgesia). 

First, three different pain stimuli were evaluated to identify the most sensitive and 

reproducible stimulus for nociception under MS222 anaesthesia. 

Due to the lack of a well-established method to measure intraoperative nociception in 

anaesthetized amphibia, the same method as in mammals was used. The increase of the 

cardiovascular parameters blood pressure and heart rate was considered as a clear indication 

for nociception. For the continuous monitoring of the vital parameters, a micro-tip-catheter 

was placed directly in the frog’s heart ventricle. All three pain stimuli caused haemodynamic 

changes under MS222 anaesthesia. Even though there was no significant difference between 

the increases of BP and HR after the three different pain stimuli, the Acetic acid test (AAT) was 

defined as the most reproducible nociceptive stimulus. 

 

Currently, very little is known in literature about additional analgesia in amphibians and 

dosage guidelines vary tremendously. Therefore, in the second part of the study the analgesic 

potency of the two opioids fentanyl and butorphanol was evaluated with the aim to find a 

proper dose. Based on current literature, three different dosages (low/medium/high) were 

chosen. Data of the haemodynamic reactions after a noxious stimulus were continuously 

recorded before and after administration of the analgesics. Contrary to our expectation, 
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fentanyl in all three doses did not show any reduction of nociception under MS222 

anaesthesia. The only significant effects observed were a limitation of blood pressure and 

heart rate increases after a noxious input. This transient effect was only evident with the high 

butorphanol dose. In comparison to PS 1 (pain stimulus without analgesia) 10 minutes after 

application of butorphanol both parameters increased less after administration of acetic acid. 

However, 20 minutes following administration no difference was measured between 

treatment groups. Moreover, the high dose of butorphanol was associated with a strong 

cardiovascular depressant effect. Therefore, this dose cannot be recommended as it would 

not allow a safe anaesthetic and analgesic management. Consequently, the use of the two 

opioids could not improve intraoperative analgesia without considerable adverse effects.  

 

In summary, we conclude that African clawed frogs have intact and active nociceptive 

pathways under MS222 anaesthesia. In our study, the current anaesthetic drug of choice in 

amphibians induced unconsciousness and muscle relaxation but insufficient analgesia. 

Appropriate additional analgesia is required during painful interventions and procedures. As 

international recommendations of laboratory animal science currently still suggest the single 

use of MS222 as anaesthetic agent, the results of this study state, that there is a great need 

for action not only to adjust these recommendations but also to evaluate further analgesic 

agents in African clawed frogs. 

Current dosage recommendations of fentanyl and butorphanol could not be confirmed in our 

study. However, during this research project, we have developed a methodological basis, that 

will help to further evaluate other analgesics in future studies. 
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