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Abkürzungen 

3R Replace, Reduce, Refine 

5-HT   5-Hydroxytryptamin, Serotonin 

5-HT1A-Rezeptor 5-Hydroxytryptamin-Rezeptor Subtyp 1A 

5-HT2-Rezeptor 5-Hydroxytryptamin-Rezeptor Subtyp 2 

AEUV   Vertrag über die Arbeitsweise der Europäischen Union 

AG   Arbeitsgruppe 

ALT   Alaninaminotransferase 

AMPA    Aminomethylphosphonsäure 

ARRIVE   Animal Research: Reporting of In Vivo Experiments 

AST   Aspartataminotransferase 

BfR   Bundesinstitut für Risikobewertung 

BGB   Bürgerliches Gesetzbuch 

BGH   Bundesgerichtshof 

BVerwG  Bundesverwaltungsgericht 

cAMP   cyclisches Adenosinmonophosphat 

CK   Kreatinkinase 

CT   Computertomografie 

EC   Europäische Kommission 

EG   Europäische Gemeinschaft 

ETS   European Treaty Series 

EU   Europäische Union 

EWG   Europäische Wirtschaftsgemeinschaft 

GABAA   γ-Aminobuttersäure Subtyp A 

GG   Grundgesetz 

HPA-Achse  Hypothalamus-Hypophysen-Nebennieren-Achse 

JRj   Jackson Janvier 

KX   Ketamin/Xylazin 

MAC50 minimale alveoläre Konzentration, bei der 50 % der Tiere keine Reaktion 
auf Schmerzreize zeigen 

MGS   Mouse Grimace Scale 

mRNA   Messenger-Ribonukleinsäure 

MRT   Magnetresonanztomografie 
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NMDA   N-Methyl-D-Aspartat 

PET   Positronen-Emissions-Tomografie 

PREPARE Planning Research and Experimental Procedures on Animals: 
Recommendations for Excellence 

RL Richtlinie 

SPECT  Single-Photon-Emissions-Computer-Tomografie 

TierSchG  Tierschutzgesetz 

TierSchVersV  Tierschutz-Versuchstierverordnung 

TRPA1  Transient Rezeptor Potential Ankirin 1 

USA   Vereinigte Staaten von Amerika   

VersTierMeldV Versuchstiermeldeverordnung 

ZNS   zentrales Nervensystem
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Definitionen 

Die folgenden Begriffe werden in der vorliegenden Arbeit entsprechend der Richtlinie 
2010/63/EU definiert und verwendet. 

Verfahren:   „Jede invasive oder nicht invasive Verwendung eines Tieres zu 
Versuchszwecken oder anderen wissenschaftlichen Zwecken mit bekanntem 
oder unbekanntem Ausgang oder zu Ausbildungszwecken, die bei dem Tier 
Schmerzen, Leiden, Ängste oder dauerhafte Schäden in einem Ausmaß 
verursachen kann, das dem eines Kanüleneinstichs gemäß guter tierärztlicher 
Praxis gleichkommt oder darüber hinausgeht.“ (Richtlinie 2010/63/EU) 

Intervention:  Eine invasive oder nicht invasive Maßnahme, die im Rahmen eines Verfahrens 
durchgeführt wird. 

 

 





Einleitung 

1 
 

1. Einleitung 

Tierversuche vollständig durch Alternativmethoden zu ersetzen, ist das Ziel der Richtlinie (RL) 
2010/63/EU zum Schutz der für wissenschaftliche Zwecke verwendeten Tiere. Um dieses Ziel 
zu erreichen, fordert die Richtlinie, das 3R-Prinzip von Russel und Burch (Replace, Reduce, 
Refine bzw. Vermeiden, Verringern, Verbessern von Tierversuchen) in allen 
tierexperimentellen Bereichen konsequent anzuwenden (Russel et al. 1959). Nach dem 3R-
Prinizip sollen, wenn immer möglich, Tierversuche durch Alternativmethoden ersetzt werden. 
Wenn ein Tierversuch nicht durch Alternativmethoden ersetzt werden kann und als 
unerlässlich gilt, darf nur die notwendige Anzahl an Versuchstieren verwendet werden. Damit 
der Versuch aussagekräftige Daten liefert und nicht gegebenenfalls wiederholt werden muss, 
spielt die Planung des Studiendesigns, zum Beispiel entsprechend des PREPARE-Leitfadens 
(Planning Research and Experimental Procedures on Animals: Recommendations for 
Excellence), eine zentrale Rolle (Flecknell 2002; Smith et al. 2017). Um die Tierzahl zu 
reduzieren, ist eine Möglichkeit, Tiere wiederholt in einem Verfahren zu verwenden. Diese 
Praxis wird beispielsweise in tierexperimentellen Bildgebungsstudien angewendet. 
Bildgebende Techniken sind nichtinvasiv und tragen im Sinne der 3R zu Refinement sowie 
Reduction bei (Heindl et al. 2008; Lauber et al. 2017). Sie ermöglichen, dass longitudinale 
Verlaufsuntersuchungen am gleichen Tier durchgeführt werden können, anstatt zu jedem 
Zeitpunkt der Studie ein Tier zu töten, um Krankheits- oder Heilungsprozesse festzustellen 
(Heindl et al. 2008). Für die Bildgebung müssen die Tiere allerdings mittels Narkose 
immobilisiert werden (Dittmar et al. 2004; Hildebrandt et al. 2008). Demnach werden sie 
wiederholt narkotisiert, wenn der Verlauf von beispielsweise Tumorwachstum (Gambhir 2002), 
Gelenk- und Knochenverletzung (Tremoleda et al. 2011), kardiovaskulären Erkrankungen 
(Jaffer et al. 2006), Schlaganfall (Wey et al. 2013) oder neurodegenerativen Krankheiten 
(Strome et al. 2007) über einen längeren Zeitraum beobachtet wird.  

Gemäß Anhang VIII der RL 2010/63/EU gilt eine Allgemeinnarkose als gering 
belastend. Bei dieser Einstufung wurde weder die Anzahl der Narkosen noch die 
Wirkstoffgruppe der verwendeten Allgemeinanästhetika berücksichtigt. Es ist allerdings 
denkbar, dass wiederholte Narkosen das Wohlbefinden der Tiere stärker beeinträchtigen als 
eine einmalige Narkose. Jede Narkose ist eine Intervention und kann mit Nebenwirkungen, 
wie Störungen des Metabolismus (Windeløv et al. 2016), Hypothermie (Gargiulo et al. 2012; 
Tremoleda et al. 2012) und Atem- sowie Kreislaufdespression (Henke et al. 2012), assoziiert 
sein. Die Wahl des Narkotikums dürfte für die Belastung eine wichtige Rolle spielen. 
Wiederholte Injektionsnarkosen könnten das Wohlbefinden stärker beeinflussen als 
wiederholte Inhalationsnarkosen, da erstere mit zusätzlichem Stress durch Fixierung sowie 
Einstich der Kanüle verbunden sind und, bedingt durch die Umverteilung der 
Injektionsanästhetika in die Gewebe, längere Erholungsphasen mit sich bringen (Flecknell 
2016a).  

Im Sinne des 3R-Prinzips ist eine wiederholte Verwendung von Tieren innerhalb eines 
Verfahrens nur dann sinnvoll, wenn sich dadurch die Schmerzen, Leiden, Ängsten, Disstress 
und/oder Schäden für das Einzeltier nicht erhöhen. Die Belastung durch wiederholte 
Interventionen sollte die Belastung durch eine einzelne Intervention nicht übersteigen, denn 
die Tierzahl darf nicht zu Ungunsten des Wohlbefindens einzelner Tiere reduziert werden. 

Im Hinblick auf Refinement und Reduction wurde daher in der vorliegenden Arbeit der 
Effekt von wiederholten Narkosen und einer einmaligen Narkose auf das Wohlbefinden von 
adulten C57BL/6JRj Mäusen verglichen. Ziel war es, die Belastung durch wiederholte 
Narkosen gemäß der RL 2010/63/EU zu beurteilen. Untersucht wurden die 
Inhalationsanästhesie mit Isofluran sowie die Injektionsanästhesie mit der Kombination von 
Ketamin und Xylazin. Diese Anästhetika werden in der tierexperimentellen Praxis, 
insbesondere in Bildgebungsstudien, häufig verwendet. 
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Um das Wohlbefinden der Tiere im postanästhetischen Zeitraum objektiv für jedes 
Einzeltier zu erfassen, entwickelten wir ein Protokoll zur systematischen Beurteilung des 
Wohlbefindens von Mäusen nach Allgemeinnarkosen. Das Protokoll beinhaltete die Erfassung 
des Körpergewichts und der Futteraufnahme, die Messung der motorischen Aktivität, 
Verhaltenstests zum Luxury Behavior (Nestbau- sowie Wühlverhalten) und zum Angst-
bezogenen Verhalten sowie die Bestimmung der Mouse Grimace Scale (MGS). Die Analyse 
von fäkalen Kortikosteronmetaboliten und Kortikosteron im Haar sollte Rückschlüsse auf das 
akute bzw. chronische Stresslevel geben. Darüber hinaus wurden während der Narkose die 
Vitalparameter überprüft und die Narkosephasen bestimmt. 
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2. Literatur 

2.1. Schutz der für wissenschaftliche Zwecke verwendeten Tiere im 
EU- und deutschen Recht 

Die Diskurse zum Mensch-Tier-Verhältnis führten in den letzten Jahren dazu, dass der Schutz 
von Versuchstieren in der Öffentlichkeit eine zunehmend wichtigere Rolle einnahm. 
Dementsprechend änderte sich auch die Rechtslage zum Schutz der für wissenschaftliche 
Zwecke verwendeten Tiere in den Mitgliedsstaaten der Europäischen Union (EU). 

Im Jahr 1986 wurde das Übereinkommen zum Schutz der für Versuche und andere 
wissenschaftliche Zwecke verwendeten Wirbeltiere (ETS Nr. 123) verabschiedet und im Jahr 
1999 von den 21 Mitgliedstaaten ratifiziert (1999/575/EG). Der Vertrag von Amsterdam mit 
dem Protokoll über den Tierschutz und das Wohlergehen der Tiere aus dem Jahr 1997 sowie 
der Vertrag von Lissabon aus dem Jahr 2007 bewirkten eine Änderung des Vertrags über die 
Arbeitsweise der Europäischen Union (AEUV). Laut Artikel 13 AEUV muss „den 
Erfordernissen des Wohlergehens der Tiere als fühlende Wesen in vollem Umfang Rechnung“ 
getragen werden. Aufgrund des gestiegenen Stellenwerts des Tierschutzes wurde die  
RL 86/609/EWG zum Schutz der für Versuche oder andere wissenschaftliche Zwecke 
verwendeten Tiere zunächst im Jahr 2003 durch die RL 2003/65/EG geändert und schließlich 
im Jahr 2010 durch die RL 2010/63/EU zum Schutz der für wissenschaftliche Zwecke 
verwendeten Tiere ersetzt. Das Hauptziel der RL 2010/63/EU ist der vollständige Verzicht auf 
Tierversuche. Bis dieses Ziel erreicht werden kann, gibt die Richtlinie vor, dass hohe 
Standards für das Wohlergehen von Versuchstieren gewährleistet werden sollen, indem der 
Fokus auf die gesamten 3R gelegt wird (Binder 2010). Daneben sollen durch die  
RL 2010/63/EU Wettbewerbsbedingungen innerhalb der europäischen Industrieforschung 
harmonisiert und die Transparenz von Tierversuchen gegenüber der Öffentlichkeit verbessert 
werden. Zur Transparenz tragen die nichttechnischen Projektzusammenfassungen von 
Tierversuchsvorhaben in Deutschland bei, die über das deutsche Zentrum zum Schutz von 
Versuchstieren, das Bf3R am Bundesinstitut für Risikobewertung (BfR), in der Datenbank 
AnimalTestInfo veröffentlicht werden und die Öffentlichkeit über alle genehmigten 
Tierversuchsvorhaben in Deutschland informiert (Schönfelder 2015; Bert et al. 2017). Auf 
diesen Bestrebungen basiert auch die Basler Deklaration, die im Jahr 2010 mit den Absichten 
verabschiedet wurde, die 3R umzusetzen und Vertrauen, Transparenz sowie Kommunikation 
in der Tierforschung zu verbessern (de.basel-declaration.org). 

Auf nationaler Ebene wurde im Jahr 1971 im deutschen Grundgesetz (GG) Artikel 74 
Nr. 20 das Wort „Tierschutz“ eingefügt und im Jahr 2002 in Artikel 20a GG der Passus „der 
Staat schützt […] die natürlichen Lebensgrundlagen […]“ um die Wörter „und die Tiere“ ergänzt 
– damit wurde in Deutschland der Tierschutz erstmals als Staatsziel erklärt. Im Jahr 1990 
wurde im Bürgerlichen Gesetzbuch (BGB) ein neuer § 90a eingefügt: „Tiere sind keine 
Sachen. Sie werden durch besondere Gesetze geschützt“. Die rechtlichen Vorgaben der  
RL 2010/63/EU wurden 2013 durch die Novellierung des deutschen Tierschutzgesetz 
(TierSchG) und den Erlass der Tierschutz-Versuchstierverordnung (TierSchVersV) umgesetzt. 
Dadurch wurde auch auf nationaler Ebene dem 3R-Prinzip erstmals eine zentrale Bedeutung 
eingeräumt und wichtige Meilensteine auf dem Weg, Tierversuche vollständig durch 
Alternativen zu ersetzen, gelegt.  

 

2.2. 3R-Prinzip 
 

Im Jahr 1959 beschrieben Russel und Burch das 3R-Prinzip in "The Principles of Humane 
Experimental Technique" (Russel et al. 1959). 
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Das 3R-Prinzip verfolgt zum einen das Ziel, Tierversuche durch andere Methoden zu 
ersetzen (Replacement). Im Bereich der Toxikologie existieren einige wenige validierte und 
anerkannte Alternativmethoden zum Tierversuch. In anderen Bereichen wie der 
Grundlagenforschung ist die Validierung weitaus schwerer. Es gibt Bestrebungen, organische 
Vorgänge in einer künstlichen Umgebung außerhalb des lebenden Organismus (in vitro) oder 
als Computersimulation (in silico) zu untersuchen (Adler et al. 2011). Wenn für einen 
Versuchszweck keine Alternativmethode vorliegt und der Tierversuch unerlässlich ist, soll die 
Zahl der Tiere auf das notwenige Minimum reduziert werden (Reduction). Hier spielen die 
Planung des Studiendesigns und die biometrische Berechnung der Tierzahl eine wichtige 
Rolle, damit der Versuch aussagekräftige Daten liefert und nicht gegebenenfalls wiederholt 
werden muss (Flecknell 2002; Smith et al. 2017). Werden alternative Methoden, 
beispielsweise In-silico-Methoden, dem Tierversuch vorgeschaltet, kann die Zahl der für den 
Versuch notwendigen Tiere gesenkt werden (Chapman et al. 2013). Programme zur 
gemeinsamen Nutzung von Organen und Geweben getöteter Tiere tragen ebenso zur 
Reduction bei (Lang et al. 2018). Durch eine sorgfältige Zuchtplanung und, vor allem im 
Hinblick auf genetisch veränderte Linien, durch die Möglichkeit zur Kryokonservierung statt 
einer Erhaltungszucht kann die Zahl sogenannter „Überschusstiere“ reduziert werden.  

Um versuchsbedingte Schmerzen, Leiden, Ängste, Distress und dauerhafte Schäden 
zu reduzieren (Refinement), sollen tierexperimentelle Interventionen, Haltung, Pflege, 
Umgang mit den Tieren sowie Anästhesie, Analgesie und postoperative 
Versorgungsmaßnahmen verbessert werden (Flecknell 2002; Golledge et al. 2016).  

Im Laufe der Zeit veränderten sich ethische Normen sowie die Beziehung zwischen 
Mensch und Tier innerhalb der Gesellschaft (Brucker et al. 2015; Max-Planck-Gesellschaft 
2016), so dass die Bedeutung des 3R-Prinzips in den letzten Jahren immer größere 
Bedeutung erfuhr, nicht zuletzt auch wegen der Implementierung der 3R ins Recht  
(Erwägungsgrund 11 RL 2010/63/EU). So wurden die ursprünglichen 3R immer wieder um 
weitere R erweitert: Responsibility, Rigour/Reproducibility, Remembering und Rehoming (Iliff 
2002; Klein et al. 2007; NCad 2016; Aske et al. 2017). 

Responsibility (Verantwortung) beschreibt die zentrale Rolle der Fürsorge-Kultur (Klein 
et al. 2007). Wer mit Versuchstieren arbeitet, verpflichtet sich zum Schutz dieser Tiere, würdigt 
den Beitrag, den sie zum Erkenntnisgewinn leisten, und erweitert sein Wissen, um das 
Wohlbefinden der Tiere stetig zu verbessern. Darüber hinaus fördert die Aus-, Fort- und 
Weiterbildung die Kultur der Fürsorge. Zudem ist die Forschergemeinschaft in der 
Verantwortung, ihr Wissen transparent für die Öffentlichkeit zu präsentieren und in Fragen der 
Tierethik in einen öffentlichen Diskurs zu gehen (National Animal Ethics Advisory Committee 
2002; Johnson 2013; DeGrazia et al. 2015; Max-Planck-Gesellschaft 2016). 

Rigour (Sorgfalt) und Reproducibility (Reproduzierbarkeit) haben das Ziel, die Qualität, 
Reproduzierbarkeit und Transparenz wissenschaftlicher Publikationen, die auf 
tierexperimentellen Untersuchungen basieren, zu verbessern (Aske et al. 2017). Die ARRIVE- 
(Animal Research: Reporting of In Vivo Experiments) und PREPARE-Leitfäden sollen die 
Planung, Auswertung und Berichterstattung tierexperimenteller Studien verbessern (Kilkenny 
et al. 2010; Smith et al. 2017). 

Remembering (Gedenken/Erinnern) würdigt durch weltliche und religiöse 
Gedenkveranstaltungen die Mensch-Tier-Beziehung und den Nutzen von Tieren durch den 
Menschen (Iliff 2002). Auch im Bereich der Wissenschaft können Gedenkstätten oder  
-veranstaltungen die Anerkennung der für wissenschaftliche Zwecke verwendeten Tiere sowie 
der Arbeit derjenigen, die sich um ihre Pflege und Wohlbefinden kümmern, stärken (Iliff 2002). 
Dies wirkt sich positiv auf die Arbeitsatmosphäre aus, denn das Personal von Einrichtungen 
und Betrieben, in denen Versuchstiere gezüchtet, gehalten oder verwendet werden, wird 
dadurch emotional unterstützt (Iliff 2002). 
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Rehoming (Vermittlung) betrifft Tiere, die nach dem tierexperimentellen 
Versuchsvorhaben nicht getötet werden und deren weitere Verwendung nicht vorgesehen ist 
(NCad 2016). Die Versuchstiere sollen nach Abschluss des Tierexperimentes bei 
Privatpersonen als Haustiere untergebracht werden. Rechtliche Voraussetzungen dafür sind 
aber, dass mehr als geringfügige Schmerzen, Leiden oder Schäden für das weitere Leben 
ausgeschlossen werden und der Gesundheitszustand der Tiere ein Rehoming zulässt. 
Außerdem darf das Tier weder die Gesundheit von Mensch noch Tiere oder die Umwelt 
gefährden. Für privat unterzubringende Tiere müssen Sozialisierungsproramme (Adams et al. 
2004) bzw. für Wildfänge Auswilderungsprogramme zur Verfügung stehen (Artikel 19 und 
Artikel 29 RL 2010/63/EU, § 10 TierSchVersV).  

 

2.3. Begriffsdefinitionen 

Um Wohlbefinden bei Tieren auf wissenschaftlich fundierte Weise zu untersuchen und zu 
bewerten, müssen die im rechtlichen Kontext verwendeten Begriffe 
Wohlergehen/Wohlbefinden, Leiden, Schmerzen, Ängste, Stress und Distress sowie Schäden 
definiert werden (RL 2010/63/EU, TierSchG, TierSchVersV). Dementsprechend basieren die 
folgenden Definitionen vor allem auf Literatur aus der Rechtswissenschaft. 

 

2.3.1. Wohlbefinden 

Der „Zustand körperlicher und seelischer Harmonie des Tieres in sich und mit der Umwelt“ 
wird als Wohlbefinden bezeichnet (Sambraus 1997; Hirt et al. 2016; Lorz et al. 2008). 
Voraussetzung ist ein ungestörter, artgemäßer sowie verhaltensgerechter Ablauf der 
Lebensvorgänge und die Abwesenheit von Schmerzen, Leiden sowie schweren Ängsten 
(Sambraus 1997; Hirt et al. 2016; Lorz et al. 2008). Wohlbefinden ist gekennzeichnet durch 
Gesundheit und Normalverhalten (Sambraus 1997; Lorz et al. 2008).  

Das Farm Animal Welfare Council im Vereinigten Königreich Großbritannien und 
Nordirland beschreibt Wohlbefinden in Form von 5 „Freiheiten“: Freiheit 1) von Hunger und 
Durst, 2) von Unbehagen, 3) von Schmerz, Verletzung und Krankheit, 4) von Angst und 
Distress, 5) zum Ausleben normalen Verhaltens (Farm Animal Welfare Council 2009; Morton 
et al. 2011). Die 5 Freiheiten wurden auch in den europäischen Verhaltenskodex für Tierärzte 
aufgenommen (Federation of Veterinarians of Europe (FVE) 2008). 

 

2.3.2. Leiden 

Lorz und Metzger definieren Leiden als „alle vom Begriff des Schmerzens nicht erfassten 
Beeinträchtigungen im Wohlbefinden, die über ein schlichtes Unbehagen hinausgehen und 
eine nicht ganz unwesentliche Zeitspanne fortdauern“ (Hirt et al. 2016; Lorz et al. 2008; Binder 
2009). Diese Definition wurde auch 2000 vom Bundesverwaltungsgericht (BVerwG Urteil vom 
18.1.2000, 3 C 12/99, NuR 2001, 454, 455) und Bundesgerichtshof (BGH Urteil vom 
18.2.1987, 2StR, 159/86, NJW 1987, 1833, 1834) aufgegriffen.  

Einwirkungen, die nicht mit der Wesensart, den Instinkten und dem Selbst- sowie 
Arterhaltungstrieb des Tieres vereinbar sind, lösen Leiden aus (Hirt et al. 2016; Lorz et al. 
2008). Leiden setzen sich aus einer psychischen sowie physischen Komponente zusammen 
(Lorz et al. 2008; Binder 2009; Hendriksen et al. 2011). Der Zustand kann in Intensität und 
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Dauer variieren – dennoch gelten Augenblicksempfindungen nicht als Leiden (Hirt et al. 2016; 
Lorz et al. 2008; Binder 2009; Hendriksen et al. 2011). Leiden müssen aber auch nicht 
nachhaltig und lang andauernd sein (Lorz et al. 2008). Die Leidensfähigkeit kann sich 
zwischen den einzelnen Spezies graduell unterscheiden (Binder 2009). Leiden umfasst 
speziesspezifische Äußerungen wie Angst, Distress, starke Aufregung oder Erschöpfung, 
Trauer, starkes Unwohlsein, Hunger und Durst, Störungen des Verhaltens und/oder der 
Körperfunktionen (Sambraus 1997; Lorz et al. 2008; Binder 2009). Leiden impliziert nicht, dass 
ein Tier krank oder verletzt ist, sondern vielmehr dass es seine Bedürfnisse nicht befriedigen 
kann und sein Normalverhalten beeinträchtigt ist (Sambraus 1997; Hirt et al. 2016).  

 

2.3.3. Schmerzen 

Die International Association for the Study of Pain definiert Schmerz als eine unangenehme 
sensorische und emotionale Erfahrung, die in Zusammenhang mit einer tatsächlichen oder 
potenziellen Gewebeschädigung oder die mit Begriffen einer solchen Schädigung beschrieben 
wird (Task Force on Taxonomy of the International Association for the Study of Pain 1994). 
Schmerzstimuli werden über das vegetative Nervensystem ans zentrale Nervensystem 
weitergeleitet (Melzack et al. 1965; Sambraus 1997; Hirt et al. 2016). Daraufhin werden zum 
einen automatische Schutzreflexe ausgelöst, so dass die Tiere speziesspezifische 
Schmerzäußerungen zeigen (Sambraus 1997; Hirt et al. 2016). Zum anderen wird der 
Schmerz im limbischen System des Gehirns emotional-affektiv verarbeitet und in der 
Großhirnrinde bewusst erkannt sowie lokalisiert (Hirt et al. 2016; Lorz et al. 2008; Hendriksen 
et al. 2011). Die Wahrnehmung des Schmerzes erfordert einen funktionierenden zerebralen 
Kortex und einen Bewusstseinszustand (Wolfensohn et al. 2003; National Research Council 
(US) Committee on Recognition and Alleviation of Pain in Laboratory Animals 2009), wobei 
die Schmerzempfindungsfähigkeit immer im Hinblick auf die aktuellen wissenschaftlichen 
Erkenntnisse beurteilt werden sollte (Binder 2009).  

Schmerzen können akut oder chronisch auftreten (Wolfensohn et al. 2003; Binder 
2009). Vor allem chronische Schmerzen können zu Distress und anderen pathologischen 
Veränderungen wie Immunsuppression, Depression, kognitiven oder strukturellen 
Veränderungen im Gehirn führen, wodurch das Wohlbefinden reduziert wird (National 
Research Council (US) Committee on Recognition and Alleviation of Pain in Laboratory 
Animals 2009). Tiere versuchen, wiederholte Erfahrungen eines Schmerzstimulus zu 
vermeiden (Sambraus 1997; Wolfensohn et al. 2003). Sie können ihre Erfahrungen auch über 
beispielsweise Vokalisation oder Pheromone vermitteln, um andere Artgenossen zu warnen 
(Wolfensohn et al. 2003).  

 

2.3.4. Ängste 

Die Begriffe Angst sowie Furcht werden in der Literatur unterschiedlich definiert, vor allem die 
Verwendung der beiden Begriffe im Deutschen und Englischen stimmt teilweise nicht überein. 

Angst zählt zu den Grundgefühlen (Ekman et al. 1980; Oatley et al. 1987) und wird als 
unangenehmer emotionaler Zustand, in dem ein negatives Ereignis erwartet wird, beschrieben 
(Sambraus 1997; Lorz et al. 2008). Abzugrenzen von der Angst, ist die Furcht, die in einer 
defensiven Immobilität wie „freezing“ oder einer defensiven Aktion, das heißt Kampf- oder 
Flucht-Reaktion, resultiert (Lang et al. 2000; Perusini et al. 2015). Tiere erleben Angst in 
Situationen, die ihrer Natur zuwider sind, oder unter Zwang (Lorz et al. 2008). Es ist davon 
auszugehen, dass für Tiere Angst belastender als für erwachsene Menschen ist, da Letztere 
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die intellektuellen Fähigkeiten besitzen, „Rationalisierungsstrategien und Sinnfindungs-
mechanismen zu entwickeln“ (Binder 2009; Alzmann 2016). Wissenschaftlichen 
Erkenntnissen zufolge muss zwischen der „state anxiety“ und „trait anxiety“ unterschieden 
werden (Spielberger 1966; Hodgues et al. 1969). „State anxiety“ wird durch eine bestimmte 
Situation, beispielsweise einer unbekannten Umgebung, induziert; „trait anxiety“ beschreibt 
hingegen eine persönliche Eigenschaft, die auf frühere Erfahrungen vorübergehender Angst 
(Lister 1990; Belzung et al. 1997; Reiss 1997), aber auch auf genetische oder 
aufzuchtbedingte Unterschiede zurückzuführen ist (Rex et al. 1996). „State anxiety“ und „trait 
anxiety“ können bei Labornagern in unterschiedlichen Verhaltenstests untersucht werden 
(Belzung et al. 1997; File et al. 2004; Bert et al. 2013). In der deutschen Rechtsprechung 
schließt der Begriff Leiden auch die Angst ein (Hirt et al. 2016).  

 

2.3.5. Stress und Distress 

Stress: Da Stressoren, also Stress auslösende Faktoren/Situationen, in Abhängigkeit vom 
Individuum, Tierstamm sowie -spezies unterschiedliche Reaktionen hervorrufen und 
verschiedene Parameter beeinflussen können, liegen viele Definitionen von Stress vor.  

Das Committee on Recognition and Alleviation of Distress in Laboratory Animals des 
National Research Council (USA, Vereinigte Staaten von Amerika) beschreibt Stress als eine 
tatsächliche oder wahrgenommene Störung der physiologischen Homöostase oder des 
psychischen Wohlbefindens. Der Körper begegnet Stressoren, unter anderem Training mit 
negativer Verstärkung, Fixierung, Gefahren physischer Verletzungen, Hunger, Durst, 
Pharmaka oder Infektionen, unbewusst mit Bewältigungsmechanismen, sogenannten Coping-
Strategien, um eine Rückkehr zum normalen Zustand zu bewirken. Coping-Strategien sind 
spezies- und stammspezifische Verhaltensweisen. Dabei werden der Sympathikus sowie das 
Nebennierenmark aktiviert, Stresshormone ausgeschüttet und das Immunsystems aktiviert 
(Wolfensohn et al. 2003; National Research Council (US) Committee on Recognition and 
Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008).  

Da Stressoren nicht immer unangenehm, sondern auch angenehm sein können, führte 
Selye die Begriffe Eustress und Distress ein (Szabo 1998; Hendriksen et al. 2011). 
Stressreaktionen können sogar erwünschte Effekte auslösen: Indem das sympatho-adreno-
medulläre System aktiviert wird, erhöht sich der Blutfluss zur Muskulatur und die Konzentration 
an zirkulierender Glukose im Blut, so dass Kampf- oder Flucht-Reaktionen verstärkt werden 
(National Research Council (US) Committee on Recognition and Alleviation of Distress in 
Laboratory Animals 2008). 

Distress: Distress wird als ein aversiver, negativer Zustand, in dem der Körper nicht 
mehr mithilfe von Bewältigungs- und Anpassungsstrategien in eine physiologische und/oder 
psychologische Homöostase zurückgeführt werden kann, beschrieben (Moberg 1987; 
Carstens et al. 2000; National Research Council (US) Committee on Recognition and 
Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008). Wenn ein Tier nicht mehr in der Lage ist, 
einen Stressor bzw. mehrere Stressoren zu bewältigen, und das Normalverhalten 
beeinträchtigt ist, geht Stress in Distress über (Lorz et al. 2008; National Research Council 
(US) Committee on Recognition and Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008; Binder 
2009; National Research Council (US) Committee on Recognition and Alleviation of Pain in 
Laboratory Animals 2009; Hendriksen et al. 2011).  

Nach Moberg werden die Ressourcen eines Tieres, die für biologische Funktionen 
notwendig sind, umverteilt, wenn ein Stressor einsetzt. Ein Teil dieser Ressourcen wird für die 
Bewältigung des Stressors eingesetzt, so dass dieser Teil für die biologischen Funktionen fehlt 
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(National Research Council (US) Committee on Recognition and Alleviation of Distress in 
Laboratory Animals 2008; Moberg 1999). Distress kann sowohl aus akutem als auch aus 
chronischem Stress resultieren (Moberg 2000). Dabei wird akuter Stress von einem kurzen 
Stressor, der wichtige biologische Vorgänge stört oder biologische Ressourcen umverteilt, 
ausgelöst. Hingegen entsteht chronischer Stress infolge multipler akuter Stressoren, die 
akkumulieren, so dass deren Bewältigung einen stetig steigenden Anteil an biologischen 
Ressourcen in Anspruch nimmt und nicht mehr ausreichend biologische Ressourcen für 
andere Funktionen zur Verfügung stehen (Moberg 2000; Hendriksen et al. 2011). 
Dementsprechend kann auch die wiederholte Exposition mit dem gleichen Stressor bzw. der 
gleichen Intervention, zum Beispiel innerhalb eines tierexperimentellen Verfahrens, zu 
chronischem Stress und damit Distress führen, obwohl sich das Tier nach den einzelnen 
Interventionen wieder schnell zu erholen scheint (Moberg 2000; National Research Council 
(US) Committee on Recognition and Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008).  

Wenn das Tier die Möglichkeit hat, die Dauer des Stressors zu kontrollieren oder diesen 
sogar zu verhindern, verringern sich die physischen sowie verhaltensbezogene Auswirkungen 
des Stressors auf das Tier (Maier et al. 2005; National Research Council (US) Committee on 
Recognition and Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008).  

 

2.3.6. Schäden 

Ist der körperliche und seelische Zustand eines Tieres reversibel oder irreversibel negativ 
beeinträchtigt und somit vom Normalzustand abweichend, liegt ein Schaden vor (Hirt et al. 
2016; Binder 2009; Alzmann 2016). Der Normalzustand wird dabei gemessen an Tieren der 
gleichen Spezies bzw. des gleichen Stammes, die unter seminatürlichen oder natürlichen 
Bedingungen gehalten werden (Hirt et al. 2016).  

Ein Schaden muss nicht direkt mit Schmerzen oder Leiden in Verbindung stehen 
(Hackbarth et al. 2000; Binder 2009; Alzmann 2016), kann aber Ursache oder Folge dieser 
Zustände sein. Andersherum können Schmerzen oder Leiden einen Schaden verursachen 
oder einem Schaden folgen (Hackbarth et al. 2000). Ebenso wenig steht ein Schaden immer 
mit der Verletzung körperlicher Substanz in Verbindung (Hackbarth et al. 2000; Hirt et al. 
2016).  

Ein Tier vor Schäden zu bewahren, bedeutet, seine Unversehrtheit und demzufolge 
auch sein Leben zu schützen (Lorz et al. 2008). Daher gilt in der rechtswissenschaftlichen 
Literatur zum Tierschutzrecht die „vorzeitige Beendigung des Lebens (weitgehend) gesunder 
Tiere durch einen gewaltsamen, der Tiernutzung dienenden Akt“ (Binder 2009) als größter 
Schaden für ein Individuum (BVerwG Urteil vom 18.06.1997, Az.: BVerwG 6 C 5/96), zumal 
der Tod dem Selbstaufbau- und Selbsterhaltungstrieb des Tieres entgegensteht (Hirt et al. 
2016; Binder 2009). Hingegen kann die schmerzlose Tötung von kranken Tieren nicht als 
größter Schaden bewertet werden, da die Euthanasie in diesen Fällen geboten ist (Hackbarth 
et al. 2000). Nach Luy besitzt die schmerzlose Tötung von Tiere keinen moralischen Status 
(Luy 1998). Wie die Tötung eines Tieres bewertet wird, hängt davon ab, ob ein vernünftiger 
Grund vorliegt (Hackbarth et al. 2000) – ein unbestimmter Rechtbegriff, der sich stetig mit den 
„Gerechtigkeits- und Richtigkeitsvorstellungen der Gesellschaft“ weiterentwickelt 
(Chmielewska et al. 2015).  
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2.4. Belastungsbeurteilung von tierexperimentellen Verfahren 

2.4.1. Belastungsbeurteilung gemäß Anhang VIII der Richtlinie 2010/63/EU 
 

Im deutschen Tierschutzrecht existiert der Begriff „Belastung“ als solches nicht. Er wird aber 
als Sammelbegriff für Schmerzen, Leiden oder Schäden verwendet. Jedes tierexperimentelle 
Verfahren kann mit Schmerzen, Leiden oder Schäden einhergehen und das Wohlbefinden der 
Tiere reduzieren, wodurch das Versuchstier belastet wird. Gemäß Artikel 15 Absatz 1 RL 
2010/63/EU muss die Belastung der Tiere in Tierversuchen beurteilt und dementsprechend 
der Schweregrad des Verfahrens klassifiziert werden. Im Anhang VIII der RL 2010/63/EU 
werden die Schweregrade „gering“, „mittel“, „schwer“ oder „keine Wiederherstellung der 
Lebensfunktion“ definiert. Darüber hinaus werden Zuordnungskriterien beschrieben und 
entsprechende Beispiele vorgestellt: 

• „Keine Wiederherstellung der Lebensfunktion: Verfahren, die gänzlich unter 
Vollnarkose durchgeführt werden, aus der das Tier nicht mehr erwacht, werden als 
‚keine Wiederherstellung der Lebensfunktion‘ eingestuft“ (Anhang VIII  
RL 2010/63/EU). 

• „Gering: Verfahren, bei denen zu erwarten ist, dass sie bei den Tieren kurzzeitig 
geringe Schmerzen, Leiden oder Ängste verursachen sowie Verfahren ohne 
wesentliche Beeinträchtigung des Wohlergehens oder des Allgemeinzustands der 
Tiere werden als ‚gering‘ eingestuft“ (Anhang VIII RL 2010/63/EU). 

• „Mittel: Verfahren, bei denen zu erwarten ist, dass sie bei den Tieren kurzzeitig 
mittelstarke Schmerzen, mittelschwere Leiden oder Ängste oder lang anhaltende 
geringe Schmerzen verursachen sowie Verfahren, bei denen zu erwarten ist, dass sie 
eine mittelschwere Beeinträchtigung des Wohlergehens oder des Allgemeinzustands 
der Tiere verursachen, werden als ‚mittel‘ eingestuft“ (Anhang VIII RL 2010/63/EU). 

• „Schwer: Verfahren, bei denen zu erwarten ist, dass sie bei den Tieren starke 
Schmerzen, schwere Leiden oder Ängste oder lang anhaltende mittelstarke 
Schmerzen, mittelschwere Leiden oder Ängste verursachen sowie Verfahren, bei 
denen zu erwarten ist, dass sie eine schwere Beeinträchtigung des Wohlergehens oder 
des Allgemeinzustands der Tiere verursachen, werden als ‚schwer‘ eingestuft“ 
(Anhang VIII RL 2010/63/EU). 

Verfahren, die „starke Schmerzen, schwere Leiden oder schwere Ängste verursach[en], 
die voraussichtlich lang anhalten und nicht gelindert werden können“, werden als „schwerst“ 
belastend eingestuft und sind grundsätzlich verboten (Anhang VIII RL 2010/63/EU). Diese 
Obergrenze an Schmerzen, Leiden und Schäden darf nur dann überschritten werden, wenn 
ein Mitgliedsstaat von der Schutzklausel in Artikel 55 Absatz 3 der RL 2010/63/EU Gebrauch 
macht und in wissenschaftlich begründeten Fällen Ausnahmen genehmigt. 

Bei der Belastungsbeurteilung werden alle mit dem Verfahren zusammenhängenden 
Interventionen bzw. Manipulationen eines Tieres berücksichtigt. Dabei spielen auch Faktoren 
wie beispielweise Tierart und Genotyp, Alter, Geschlecht, der tatsächliche Schweregrad der 
vorherigen Verfahren bei Wiederverwendung und Refinement-Maßnahmen eine wichtige 
Rolle (Anhang VIII RL 2010/63/EU). Der Schweregrad muss prospektiv bei Beantragung des 
Versuchsvorhabens (Artikel 15 Absatz 1 RL 2010/63/EU) eingeschätzt und der tatsächliche 
Schweregrad nach Versuchsende (Artikel 54 Absatz 2 RL 2010/63/EU) für jedes Individuum 
beurteilt werden.  

Um den Bestimmungen der RL 2010/63/EU zum Schutz der für wissenschaftliche Zwecke 
verwendeten Tiere nachzukommen, rief die Europäische Kommission (EC) eine 
Sachverständigen-Arbeitsgruppe (AG) für die Bewertung des Schwergrades von Verfahren ins 
Leben. Als Resultat entstand das Arbeitspapier „Rahmen für die Bewertung des 
Schweregrades (Belastungsbeurteilung)“, das als Leitlinie für die EU-Mitgliedstaaten dienen 
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und die Umsetzung der RL innerhalb der Mitgliedstaaten harmonisieren soll (EC AG für 
Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 

 

2.4.2. Belastungsbeurteilung in der versuchstierkundlichen Praxis 
 

Die Belastungsbeurteilung ist ein fortlaufender Prozess, der vor, während und nach dem 
tierexperimentellen Versuchsvorhaben stattfindet (EC AG für Bewertung des Schweregrads 
von Verfahren 2012). Durch die intensive Auseinandersetzung mit dem Schweregrad eines 
tierexperimentellen Verfahrens werden Überlegungen hinsichtlich der 3R, vor allem in Bezug 
auf das Refinement, angeregt – damit wird neben dem Tierwohl auch die Qualität der 
erhobenen Daten erhöht (National Research Council (US) Committee on Recognition and 
Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008; National Research Council (US) Committee 
on Recognition and Alleviation of Pain in Laboratory Animals 2009; EC AG für Bewertung des 
Schweregrads von Verfahren 2012; RSPCA and LASA 2015). Die Veröffentlichung der 
verwendeten Bewertungskonzepte und Ergebnisse der retrospektiven Belastungsbeurteilung 
ist wünschenswert, da die gesamte tierexperimentell arbeitende Gesellschaft, vor allem aber 
natürlich die Versuchstiere, von den neuen Erkenntnissen profitieren würden (EC AG für 
Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012; Fentener van Vlissingen et al. 2015). 
Allerdings ist eine retrospektive Belastungsbeurteilung nicht bei allen Versuchsvorhaben 
zwingend erforderlich und die Ergebnisse werden bisher noch nicht veröffentlicht. Zudem 
verbessert die jährliche Berichterstattung des tatsächlichen Schweregrades 
tierexperimenteller Verfahren die Transparenz gegenüber der Öffentlichkeit (EC AG für 
Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012; RSPCA and LASA 2015). 

Prospektive Belastungsbeurteilung: Bei der Projektplanung (Kilkenny et al. 2010; 
Smith et al. 2017) spielt die Wahl des Tiermodells, des Studienkonzepts und der möglichen 
Refinement-Maßnahmen eine entscheidende Rolle, um die Belastung schon im Vorhinein zu 
minimieren (Hawkins et al. 2011; EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 
2012; Lilley et al. 2014). Wirksame Refinement-Maßnahmen umfassen Analgesie und 
Anästhesie, postoperative Versorgung, soziales Enrichment bei geselligen Arten und 
Stressfreiheit in Haltung, Pflege sowie Umgang mit den Tieren (Handling, Tiertraining mit 
positiver Verstärkung) (Flecknell 2002; Hurst et al. 2010; Hawkins et al. 2011; EC AG für 
Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012; Golledge et al. 2016; Leidinger et al. 
2017). Die prospektive Belastungsbeurteilung erfolgt – nach Anwendung der entsprechenden 
Refinement-Maßnahmen – projekt-, art- sowie stammspezifisch in Orientierung an die in 
Anhang VIII der RL 2010/63/EU genannten Beispiele und gemäß dem aktuellen Stand der 
Erkenntnisse (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). Sie basiert auf 
dem höchsten Schweregrad, der für die Tiere der geplanten Studie prognostiziert wird (EC AG 
für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). Anhand von versuchs-, art- und 
stammspezifischen Überwachungssystemen sollen Beeinträchtigungen durch das Verfahren, 
aber auch – im gesamten Lebensverlauf  
erfahrene – nachteilige Auswirkungen durch Haltung, Pflege und Umgang erfasst werden (EC 
AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012; Fentener van Vlissingen et al. 
2015).  

Alle mit den Tieren betrauten Personen müssen die erforderlichen Kenntnisse haben, 
um im Verlauf des Projekts die Anzeichen von Schmerzen, Leiden und Ängsten erkennen und 
die Tiere entsprechend versorgen zu können (EC AG für Bewertung des Schweregrads von 
Verfahren 2012). Dabei ist vor allem darauf zu achten, dass alle Beteiligten den gleichen 
Maßstab bei der Überwachung der Tiere anwenden, so dass die Belastungsbeurteilung 
einheitlich durchgeführt wird (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 
Während des Projekts ist die enge Zusammenarbeit und Kommunikation zwischen Tierpfleger 
und -arzt, Tierschutzbeauftragten, Versuchsleiter sowie -durchführenden essenziell (Hawkins 
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et al. 2011; EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012; Fentener van 
Vlissingen et al. 2015).  

Interventionen und Humane Endpoints: Um zu verhindern, dass der prospektiv 
festgelegte Schweregrad überschritten wird, werden Interventionen und Abbruchkriterien 
(Humane Endpoints) schon bei der Projektplanung festgelegt (Hawkins et al. 2011; Hendriksen 
et al. 2011; Morton et al. 2011; Fentener van Vlissingen et al. 2015; Arbeitskreis Berliner 
Tierschutzbeauftragte 2017). Wenn projektbezogene Symptome auftreten, müssen 
Interventionen ergriffen werden, um damit verbundene Schmerzen, Leiden, Ängste, Stress 
oder Schäden zu minimieren (National Research Council (US) Committee on Recognition and 
Alleviation of Distress in Laboratory Animals 2008; Hawkins et al. 2011; Hendriksen et al. 2011; 
Bugnon et al. 2016; Arbeitskreis Berliner Tierschutzbeauftragte 2017). Wird ein 
Abbruchkriterium erreicht, muss der Versuch für das jeweilige Tier beendet und das Tier 
entsprechend seinen Zustands versorgt werden (Wolfensohn et al. 2003; Hawkins et al. 2011; 
Arbeitskreis Berliner Tierschutzbeauftragte 2017). In Abhängigkeit von den Symptomen 
zählen zu möglichen Maßnahmen Analgesie, Rehydratation, Angebot von Futter/Wasser bzw. 
aufgeweichtem Futter auf dem Käfigboden, Wärmezufuhr oder auch Euthanasie (Hawkins et 
al. 2011; Bugnon et al. 2016; Arbeitskreis Berliner Tierschutzbeauftragte 2017). 

Retrospektive Belastungsbeurteilung: Nach Projektende wird der tatsächliche 
Schweregrad des tierexperimentellen Verfahrens ermittelt, indem die Score Sheets sowie 
darüberhinausgehende Auffälligkeiten bei der täglichen Inaugenscheinnahme und 
gegebenenfalls weitere Indikatoren für das Wohlbefinden der Tiere, die im Verlauf der Studie 
erfasst wurden, herangezogen werden (EC AG für Bewertung des Schweregrads von 
Verfahren 2012). Für jedes Tier wird der höchste im Verlauf des Verfahrens aufgetretene 
Schweregrad dokumentiert (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 
Dabei müssen alle Erfahrungen, die im gesamten Lebensverlauf gesammelt wurden, 
berücksichtigt werden (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012; 
Fentener van Vlissingen et al. 2015). Unter anderem spielen auch die Invasivität oder 
Wiederholungen der Interventionen, Einzel- oder Gruppenhaltung und der Tagesrhythmus der 
Tiere eine Rolle (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 

Gesetzlich verpflichtend vorgeschrieben ist eine rückblickende Bewertung des 
gesamten Projekts für alle „schwer“ sowie „schwerst“ belastenden Tierversuche und für alle 
Verfahren, in denen Primaten eingesetzt werden (Artikel 39 Absatz 2 RL 2010/63/EU). Die 
rückblickende Projektbeurteilung beinhaltet unter anderem auch den Schweregrad des 
Verfahrens (Artikel 39 Absatz 1 RL 2010/63/EU). Die EU-Mitgliedstaaten können Verfahren 
mit den Schweregraden „gering“ oder „keine Wiederherstellung der Lebensfunktion“ von der 
rückblickenden Bewertung ausnehmen (Artikel 39 Absatz 3 RL 2010/63/EU). Ob eine 
rückblickende Bewertung für Verfahren mit den Schweregraden „gering“ oder „mittel“ 
erforderlich ist, kann bei der Projektbeurteilung festgelegt werden (Artikel 38 Absatz 2 RL 
2010/63/EU). Dabei bewertet die zuständige Behörde das Erreichen des Projektziels, den 
Schaden, die Anzahl sowie Art der eingesetzten Versuchstiere, den Schweregrad und weitere 
potenzielle 3R-Maßnhamen auf Basis der Projektunterlagen, die zur Verfügung gestellt 
werden müssen (Artikel 39 Absatz 1 RL 2010/63/EU).  

 

2.4.3. Belastungsbeurteilung von wiederholten Interventionen 
 

Werden innerhalb eines Verfahrens Interventionen wie Narkosen wiederholt durchgeführt, 
kann sich der Effekt dieser Intervention auf das Wohlbefinden der Tiere über die Zeit 
verändern. Einerseits besteht die Möglichkeit eines Gewöhnungseffekts, wodurch sich der 
Schweregrad bei Wiederholungen verringert. Andererseits kann sich der Schweregrad aber 
auch erhöhen, wenn die Tiere negative Erfahrungen mit der Intervention bzw. den Wirkungen 
der Pharmaka verbinden (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 
Daher kann der Schweregrad wiederholter Interventionen nicht einfach addiert werden. Es 
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muss gesondert untersucht werden, inwiefern das Wohlbefinden der Tiere beeinträchtigt ist, 
wenn dieselben Eingriffe oder Behandlungen mehrfach durchgeführt werden (EC AG für 
Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 

Von wiederholten Interventionen, die innerhalb eines Verfahrens stattfinden, ist die 
erneute Verwendung eines Tieres in einem anderen (darauffolgenden) Verfahren 
abzugrenzen. Laut Artikel 16 Absatz 1 der RL 2010/63/EU darf ein Tier aus einem vorherigen 
Verfahren mit dem Schweregrad „gering oder „mittel“, erneut in einem weiteren Verfahren mit 
dem Schweregrad „gering“, „mittel“ oder „keine Wiederherstellung der Lebensfunktion“ 
eingesetzt werden, wenn sein allgemeiner Gesundheitszustand und sein Wohlergehen 
vollständig wiederhergestellt sind. Dabei hängt die erneute Verwendung von der tierärztlichen 
Empfehlung unter Berücksichtigung aller Erfahrungen im gesamten Lebensverlauf des Tieres 
ab (Erwägungsgrund 25 RL 2010/63/EU). Nach Erwägungsgrund 25 der RL 2010/63/EU 
müssen die Vorteile der erneuten Verwendung gegen die negativen Auswirkungen auf das 
Wohlergehen der Tiere abgewogen werden, was für jeden Einzelfall überprüft werden muss. 

 

2.4.4. Tools zur Belastungsbeurteilung von Mäusen 
 

Für die Beurteilung des tatsächlichen Schweregrades eines tierexperimentellen Verfahrens 
muss das Wohlbefinden der Tiere erfasst werden. Generell wird Wohlbefinden anhand von 
zwei Kategorien, ressourcenbasiertes Input (Haltung, Ernährung, Umgebung, Management 
etc.) und tierbasiertes Outcome (physische, physiologische/biochemische und 
verhaltensbezogene Paramater) (Hawkins et al. 2011), evaluiert (Leach et al. 2008a; Leach et 
al. 2008b). Die Belastung eines Tieres durch ein Verfahren hängt aber vom versuchsbedingten 
Einfluss auf das Wohlbefinden des Tieres ab, so dass sich für die Belastungsbeurteilung vor 
allem tierbasierte Parameter für Wohlbefinden anbieten (Spangenberg et al. 2016). 

Voraussetzung, um Wohlbefinden bewerten zu können, ist die Definition des idealen 
Zustands („ideal welfare state“) eines Tieres in Abhängigkeit von Tierspezies und -stamm. 
Dieser Zustand liegt vor, wenn die ernährungs-, umwelt-, gesundheits- sowie 
verhaltensbedingten und mentalen Bedürfnisse eines Tieres befriedigt sind (Mellor et al. 1994; 
Hawkins et al. 2011). Wenn ein Protokoll zur Beurteilung von Wohlbefinden entwickelt wird, 
sollten alle Komponenten berücksichtigt werden und angemessene Indikatoren für 
Wohlbefinden gewählt werden (Hawkins et al. 2011).  

Entsprechend des Welfare Quality® Projekts können die tierbasierten physischen, 
physiologischen/biochemischen und verhaltensbezogenen Indikatoren auch den vier 
Kategorien „good housing“, „good feeding“, „good health“ und „appropriate behavior“ 
zugeordnet werden (Blokhuis et al. 2010; Spangenberg et al. 2016). Die Indikatoren müssen 
an das jeweilige Verfahren, Tierspezies sowie -stamm angepasst und durch eine 
standardisierte Terminologie definiert werden (Hawkins et al. 2011; EC AG für Bewertung des 
Schweregrads von Verfahren 2012; Fentener van Vlissingen et al. 2015; Bugnon et al. 2016; 
Golledge et al. 2016). Zudem müssen sie objektiv (Hawkins et al. 2011; Bugnon et al. 2016) 
und praktisch messbar sein (Hawkins et al. 2011). Dabei sollte berücksichtigt werden, dass 
neben Indikatoren für negative Zustände auch eine Reihe an Indikatoren für positive Zustände 
vorliegt (Yeates et al. 2008; Hawkins et al. 2011): Gesichtsausdruck (Finlayson et al. 2016), 
Putz- und Komfortverhalten, Verteilung der Aktivitäts- und Ruhephasen, freiwillige 
Interaktionen mit Menschen, Neugier und Explorationsverhalten (Spangenberg et al. 2016), 
soziale Interaktion mit Artgenossen, Sexualverhalten, antizipatorisches Verhalten (van der 
Harst et al. 2007), Interaktion mit Enrichment, Interesse an Futterbelohnung, Spielverhalten 
(Boissy et al. 2007), Lernverhalten und Gedächtnisfunktionen. Somit können Abweichungen 
vom idealen Zustand darauf hindeuten, dass das Wohlbefinden beeinträchtigt ist, aber auch 
durch positive Erfahrungen (Aufregung beim Spielen) hervorgerufen werden (Hawkins et al. 
2011). Das Wissen über Indikatoren positiver Zustände ist allerdings noch begrenzt und bedarf 
weiterer Forschung. 
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Um den Zustand eines Tieres zu bewerten, sollte zunächst aus Distanz ohne das Tier 
zu stören, das allgemeine Erscheinungsbild, Körperposition und Verhalten, aber auch der 
Käfig (Nest, Nagehölzer, veränderte Fäzes, Blut etc.) begutachtet werden. Anschließend kann 
der Käfig geöffnet und die Reaktionen der Tiere darauf bzw. provoziertes Verhalten beobachtet 
werden. Erst danach sollten Parameter, die ein Handling erfordern, evaluiert werden 
(Wolfensohn et al. 2003; Hawkins et al. 2011). Alle Personen, die für die Beurteilung der 
Parameter verantwortlich sind, müssen ausreichende Kenntnisse über das Verhalten der 
jeweiligen Spezies bzw. des Stamms besitzen und in der Begutachtung der Tiere trainiert sein 
(Hawkins et al. 2011; Bugnon et al. 2016). 

In der Praxis wird der Zustand eines Tieres mittels Score Sheets, wie erstmals von 
Morton und Griffith beschrieben (Morton et al. 1985), in für das Verfahren angemessenen 
Intervallen evaluiert (Wolfensohn et al. 2003; EC AG für Bewertung des Schweregrads von 
Verfahren 2012). Score Sheets sind auf das jeweilige Tierversuchsvorhaben sowie die 
Spezies bzw. Stamm abgestimmt und sollten stetig überprüft sowie gegebenenfalls angepasst 
werden (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). Sie umfassen vor 
allem physische Parameter, obwohl auch physiologische/biochemische und 
verhaltensbezogene Parameter zentrale Rollen für das Wohlbefinden der Tiere und somit 
deren Belastung spielen. Protokolle zur systematischen Überwachung des Wohlbefindens 
sollten aber alle Komponenten beinhalten. Nur so kann die tatsächliche Belastung eines Tieres 
durch ein Verfahren systematisch und evidenzbasiert beurteilt werden (Bodden et al. 2018). 

Physische Indikatoren: In der Literatur auf dem Gebiet der Versuchstierkunde sind 
verschiedene geeignete physische Indikatoren beschrieben (Wolfensohn et al. 2003; Leach et 
al. 2008a; Leach et al. 2008b; Hendriksen et al. 2011; Morton et al. 2011; Burkholder et al. 
2012; 2012; Fentener van Vlissingen et al. 2015). Neben dem allgemeinen äußeren 
Erscheinungsbild (Entwicklungs- und Ernährungszustand, Fellzustand, Kot-/Urinabsatz, 
Körperhaltung, Gang) werden weitere spezifische Parameter von Kopf bis zum Schwanz des 
Tieres beurteilt (Hawkins et al. 2011; Fentener van Vlissingen et al. 2015; Spangenberg et al. 
2016). Dabei müssen mögliche Faktoren, die die Parameter beeinflussen können, 
berücksichtigt werden, zum Beispiel hängt das Körpergewicht vom Tierstamm, Geschlecht 
sowie Alter ab (Arbeitskreis Berliner Tierschutzbeauftragte 2017). Ein Körpergewichtsverlust 
kann durch Stress verursacht (Jeong et al. 2013), aber durch Trächtigkeit, Tumorwachstum 
oder auch Aszites maskiert werden, so dass sich statt des Körpergewichts eher der Body 
Condition Score anbietet, wenn diese Zustände erwartet werden (Ullman-Cullere et al. 1999). 
Der Body Condition Score erfasst, ob skelettale Strukturen, wie Wirbelsäule und Hüfte, 
sichtbar oder palpierbar sind, und ordnet dem Tier dementsprechend einen Score zwischen 1 
(abgemagert) und 5 (adipös) zu (Ullman-Cullere et al. 1999). 

Physiologisch/biochemische Indikatoren: Als physiologische Parameter stehen 
beispielsweise Körpertemperatur, Herz- und auch Atemfrequenz zur Verfügung (Meijer et al. 
2006; Hawkins et al. 2011). Stresshormone und deren Metabolite spiegeln die Aktivität der 
Hypothalamus-Hypophysen-Nebennieren-Achse (HPA-Achse) wider und können als 
biochemische Parameter eingesetzt werden, um Stress bzw. Wohlbefinden zu beurteilen 
(Otovic et al. 2015). Bei der Maus kann Kortikosteron im Blut, Speichel oder Haar und 
Kortikosteronmetabolite in den Fäzes sowie Harn bestimmt werden (Touma et al. 2003; Gong 
et al. 2015; Otovic et al. 2015; Yu et al. 2015; Jarcho et al. 2016; Nohara et al. 2016). 
Kortikosteron im Blut (Maus und Ratte: Peak 40 Minuten nach Stressinsult) (Cavigelli et al. 
2003; Gong et al. 2015) und Speichel (Kortisol beim Mensch: Peak mit einer Verzögerung von 
ein bis zwei Minuten nach maximaler Konzentration im Blut) (Kirschbaum et al. 1989) steigen 
relativ schnell an. Kortikosteronmetabolite im Harn sowie fäkale Kortikosteronmetabolite 
(FCM) erreichen bei der Maus zwei Stunden (Harn) bzw. acht bis zehn Stunden (Fäzes) nach 
Stressinsult einen Peak in der Konzentration (Touma et al. 2003). Kortikosteron im Blut und 
Speichel sowie Kortikosteronmetabolite in den Fäzes sowie Harn reflektieren das akute 
Stresslevel eines Tieres. Hingegen repräsentiert Kortikosteron im Haar das chronische 
Stresslevel (Davenport et al. 2008; Otovic et al. 2015; Scorrano et al. 2015). Ein Nachteil der 
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Analyse von Stresshormonen im Blut und Speichel ist das Fixieren der Tiere während der 
Probenentnahme, was selbst wiederum Stress verursacht und die Ergebnisse verfälschen 
kann (Madetoja et al. 2009; Sheriff et al. 2011; Otovic et al. 2015). Im Gegensatz dazu können 
Kotproben für die Analyse der FCM ohne ein Fixieren der Tiere nichtinvasiv gewonnen werden 
(Otovic et al. 2015). In Abhängigkeit der Transitzeit im Darm, die unter anderem durch die 
Aktivität des Tieres beeinflusst wird, erreichen FCM-Konzentrationen acht bis zehn Stunden 
nach einem Stressinsult das Maximum (Touma et al. 2003). Da die Ausscheidung an 
Stresshormonen und deren Metabolite von der zirkadianen Rhythmik abhängt, spielt der 
Zeitpunkt der Probensammlung eine wichtige Rolle (Touma et al. 2003; Touma et al. 2004; 
Otovic et al. 2015), das heißt, die Proben sollten immer zur gleichen Zeit gewonnen werden 

Physiologische Parameter ändern sich allerdings nicht nur bei aversiven, sondern auch 
bei positiven Stimuli wie Paarung, Training oder Erwartung einer Belohnung. Daher sollten sie 
unter Berücksichtigung physischer und verhaltensbezogener Parameter interpretiert werden 
(Dawkins 2006; Otovic et al. 2015). 

Verhaltensbezogene Indikatoren: Zu den verhaltensbezogenen Indikatoren zählen 
Futteraufnahme (Jeong et al. 2013), zirkadianer Rhythmus (Hawkins et al. 2011), Aktivität 
(Burkholder et al. 2012), Aufrichten („rearing“) (Spangenberg et al. 2016), Spielen (Boissy et 
al. 2007; Hawkins et al. 2011), Interaktion mit Enrichment (Hawkins et al. 2011), Exploration 
(Hawkins et al. 2011; Spangenberg et al. 2016), soziale Interaktion mit Artgenossen (Hawkins 
et al. 2011), Paarungsverhalten (van der Harst et al. 2007; Hawkins et al. 2011), Putzen 
(Hawkins et al. 2011), Wühlen (Deacon et al. 2001; Deacon 2006; Deacon 2009; Jirkof et al. 
2010; Deacon 2012), Nestbau (Deacon 2006; Deacon 2012), Lernverhalten und 
Gedächtnisfunktionen (Hawkins et al. 2011), antizipatorisches Verhalten (Hawkins et al. 2011), 
Interesse an Futterbelohnung (Hawkins et al. 2011), Interaktion mit Menschen (Hawkins et al. 
2011; Spangenberg et al. 2016), Leichtigkeit beim Handling (Spangenberg et al. 2016), 
Stereotypien (Spangenberg et al. 2016), Gesichtsmimik (Langford et al. 2010; Sotocinal et al. 
2011; Finlayson et al. 2016) und schmerzspezifisches Verhalten wie „twitches“ 
(Hautfaszikulationen), „flinches“ (Zuckungen durch den gesamten Körper), „staggering” 
(taumelnder/schwankender Gang), „belly press” (Pressen des Bauches gegen den Boden), 
„writhing“ (Zuckungen im Flankenbereich) (Hawkins et al. 2011; Miller et al. 2016). Da in den 
vorliegenden Studien Futteraufnahme, Aktivität im Heimatkäfig, Explorations- bzw. 
Erkundungsverhalten, Wühl- sowie Nestbauverhalten und Mimik beobachtet wurden, werden 
diese Parameter im Folgenden detailliert beschrieben. 

Die Futteraufnahme von Mäusen wird durch Stressoren (Jeong et al. 2013), zum 
Beispiel postoperativen Stress (Jacobsen et al. 2012) oder chronischen Fixierungsstress 
(Jeong et al. 2013), reduziert. Die Ursachen dafür sind noch nicht eindeutig geklärt. Zum einen 
kann die reduzierte Futteraufnahme darauf zurückgeführt werden, dass im Hypothalamus die 
Expression von Genen, deren Proteine mit der Futteraufnahme assoziiert sind, durch Stress 
modifiziert wird (Jeong et al. 2013). Beispielsweise ändert sich die Expression von Ghrelin- 
und Proopiomelanocortin-mRNA (Messenger-Ribonukleinsäure) bei chronischem 
Fixierungsstress (Jeong et al. 2013). Zum anderen stehen vermutlich auch der erhöhte 
Kortikosteron- und der verringerte Leptin-Plasmaspiegel infolge des Stresses mit der Höhe der 
Futteraufnahme in Verbindung (Jeong et al. 2013). 

Auf die zirkadiane Aktivität wirken sich vor allem akute Stressoren aus (Koch et al. 
2017). Bei Ratten kann Stress sowohl die Schlafdauer in der Lichtphase (Abou-Ismail et al. 
2008) als auch die Aktivität in der Dunkelphase reduzieren (Land et al. 1995). Zudem 
korrelieren Schlafhäufigkeit und -dauer negativ mit dem Gewicht der Nebennieren und positiv 
mit dem Körpergewicht (Abou-Ismail et al. 2007). Ruhe- und Aktivitätsphasen können über 
automatische Überwachungssysteme erfasst werden (Hawkins et al. 2011).  

Nach einem akuten Stressinsult zeigen Mäuse sowie Ratten einiger Stämme ein 
erhöhtes Explorationsverhalten, was mit stammspezifischen Coping-Strategien (aktiv oder 
passiv) erklärt wird (Brinks et al. 2007; Nosek et al. 2008). Chronischer Stress kann bei 
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Mäusen hingegen das Explorationsverhalten senken (Strekalova et al. 2004). In Tests zum 
Angst-bezogenen Verhalten von Mäusen wird oft Explorationsverhalten beobachtet (Bailey et 
al. 2009). Ein gesteigertes Explorationsverhalten kann auch direkt mit einem Faktor, der das 
Wohlbefinden der Tiere verbessert, assoziiert sein: Gemessen anhand fäkaler Kortikosteron-
Konzentrationen vermehrt Enrichment das Explorationsverhalten und verringert das 
Stresslevel (Acklin et al. 2015). Dieser Effekt kann beobachtet werden, wenn der Käfig der 
Mäuse mit natürlichem Enrichment ausgestattet ist (Acklin et al. 2015). Das Material lässt sich 
durch die Mäuse manipulieren, also in Form sowie Größe ändern oder an eine andere Position 
verbringen, so dass die Mäuse mit dem Enrichment den Käfig strukturieren können (Acklin et 
al. 2015). 

 Die sogenannten „Luxury Behaviors“ wie Wühl- und Nestbauverhalten werden durch 
Distress, zum Beispiel ausgelöst von Aggressionen der Käfiggenossen oder postoperativen 
Stress, beeinträchtigt (Arras et al. 2007; Boissy et al. 2007; Jirkof et al. 2010; Deacon 2012; 
Gaskill et al. 2013; Jirkof et al. 2013a; Jirkof et al. 2013b; Jirkof 2014; Hohlbaum et al. 2017; 
Hohlbaum et al. 2018a; Hohlbaum et al. 2018b). Wenn das Wohlbefinden bzw. der allgemeine 
Gesundheitszustand reduziert ist, wühlen die Tiere weniger Material aus den künstlichen 
Gängen und bauen Nester mit geringerer Komplexität (Arras et al. 2007; Boissy et al. 2007; 
Jirkof et al. 2010; Deacon 2012; Gaskill et al. 2013; Jirkof et al. 2013a; Jirkof et al. 2013b; 
Jirkof 2014; Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018a; Hohlbaum et al. 2018b). Auch die 
Mimik von Nagern lässt Rückschlüsse auf Schmerzen und Distress, aber auch auf positive 
Emotionen zu (Langford et al. 2010; Sotocinal et al. 2011; Finlayson et al. 2016). Mit der MGS 
kann auf einer 3-Punkteskala von 0–2 anhand der Position der Tasthaare, der Stellung der 
Ohren, des Grades der Augenöffnung und der Nasen- sowie Wangenwölbung erkannt werden, 
ob sich ein Tier unwohl fühlt oder gar Schmerzen hat (Langford et al. 2010; Miller et al. 2015; 
Miller et al. 2016). 

Validierung der tierbasierten Indikatoren für Wohlbefinden: Ein breites Spektrum 
an tierbasierten Indikatoren für Wohlbefinden bei Labormäusen ist bereits bekannt. Doch die 
Indikatoren sollten stetig angepasst und verbessert werden (Hawkins et al. 2011; Hendriksen 
et al. 2011; Bugnon et al. 2016; Golledge et al. 2016). Damit das Wohlbefinden mittels 
wissenschaftlich fundierter Parameter bewertet werden kann, müssen die Indikatoren validiert 
und ihre Spezifität sowie ihre Sensitivität getestet werden (Golledge et al. 2016). Im Sinne des 
Refinement sollten die Indikatoren innerhalb des tierexperimentell arbeitenden 
Fachkollegiums verbreitet und ausgetauscht werden (Fentener van Vlissingen et al. 2015; 
Golledge et al. 2016).  

 

2.5. Allgemeinnarkosen bei Mäusen 
 

Eine Allgemeinanästhesie führt reversibel zur Bewusstlosigkeit (Hypnose), Relaxation der 
Skelettmuskulatur und Analgesie (Flecknell 2016b). Dabei werden die Vitalfunktionen wie die 
Atmung, das Herz-Kreislauf-System und die Thermoregulation, aber auch die Funktionen von 
Leber, Nieren und endokrinen Drüsen beeinträchtigt (Erhardt 2012a). Um die unerwünschten 
Wirkungen gering zu halten, sollte eine Allgemeinanästhesie gut steuerbar sein, das heißt die 
Einschlaf- und Aufwachphase sollten gut reguliert werden können. Die Steuerbarkeit hängt 
von der Wahl des Anästhetikums ab (Ammer et al. 2002). Für eine Allgemeinanästhesie 
stehen Inhalations- und Injektionsanästhetika zur Verfügung (Flecknell 2016b). 
Inhalationsanästhetika (volatile Hypnotika) werden einem Trägergas zugemischt und durch 
Inhalation über die Lunge verabreicht. Sie verfügen daher in der Regel über eine gute 
Steuerbarkeit. Injektionsanästhetika hingegen werden parenteral appliziert und werden zu 
einem großen Teil metabolisiert. Daher sind sie weniger gut steuerbar als Inhalationsnarkotika 
(Bovill 2008; Flecknell 2016b). 
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2.5.1. Narkoseregime mit wiederholten Narkosen bei Bildgebungsstudien 
 

Bildgebende Techniken wie Computertomografie (CT), Positronen-Emissions-Tomografie 
(PET), Single-Photon-Emissions-Computer-Tomografie (SPECT), Magnetresonanztomogra-
fie (MRT), hochfrequente Ultraschall-Bildgebung oder optische Methoden wie Biolumineszenz 
sowie Fluoreszenz (Tremoleda et al. 2012) tragen zum Refinement und zur Reduktion von 
Tierversuchen bei (Heindl et al. 2008; Lauber et al. 2017). Sie sind nichtinvasiv und 
ermöglichen, dass longitudinale Verlaufsuntersuchungen am gleichen Tier durchgeführt 
werden können (Heindl et al. 2008). Somit kann ein Tier als eigene Kontrolle dienen (Lauber 
et al. 2017). Vor der Zeit von bildgebenden Techniken mussten zu jedem Zeitpunkt Tiere 
getötet werden, um den Verlauf von Krankheits- oder Heilungsprozesse festzustellen (Heindl 
et al. 2008). Bildgebende Verfahren finden beispielsweise in tierexperimentellen Studien zu 
Tumorwachstum (Gambhir 2002), Gelenk- und Knochenverletzung (Tremoleda et al. 2011), 
kardiovaskulären Erkrankungen (Jaffer et al. 2006), Schlaganfall (Wey et al. 2013) oder 
neurodegenerativen Krankheiten (Strome et al. 2007) Anwendung.  

Um Bildartefakte zu verhindern, bedingt die Bildgebung, dass die Tiere in Narkose 
gelegt und immobilisiert werden (Dittmar et al. 2004; Hildebrandt et al. 2008). Wenn also die 
Verlaufskontrolle über einen längeren Zeitraum erfolgt, müssen die Tiere zum Teil mehrfach 
wiederholt in Narkose gelegt werden (Hildebrandt et al. 2008; Tremoleda et al. 2012). Dazu 
sind standardisierte Narkoseprotokolle erforderlich, die einen reproduzierbaren Effekt auf die 
Tiere haben (Flecknell 2016a). Häufig werden das volatile Anästhetikum Isofluran zur 
Inhalationsnarkose oder die Kombination von Ketamin und Xylazin als Injektionsnarkose bei 
Mäusen in bildgebenden Verfahren verwendet (Dittmar et al. 2004; Richardson et al. 2005; 
Hildebrandt et al. 2008). Bei der Wahl der Narkoseform muss die wissenschaftliche 
Fragestellung der Studie berücksichtigt werden (Albrecht 2015). Wird beispielsweise die 
Funktion des 5-HT1A-Rezeptors (5-HT1A, 5-Hydroxytryptamin-Rezeptor Subtyp 1A) untersucht, 
muss berücksichtigt werden, dass zum Beispiel Isofluran bei männlichen Marmosets 
(Yokoyama et al. 2016) und bei männlichen Ratten (Martin et al. 1990) einen Einfluss auf die 
Rezeptorbindung hat.  

 

2.5.2. Inhalationsnarkose mit Isofluran 
 

Isofluran ist ein halogenierter Ether, der als klare, farblose und volatile Flüssigkeit vorliegt 
(Bovill 2008; CP-Pharma Handelsgesellschaft mbH 2012). Der stechende Geruch führt bei 
Kaninchen und Meerschweinchen, aber auch Katzen dazu, dass sie die Luft anhalten, so dass 
sich die Narkoseeinleitung verlängert (CP-Pharma Handelsgesellschaft mbH 2012; Flecknell 
2016b). Die Substanz ist stabil gegenüber Atemkalk und Ultraviolettstrahlung; sie ist nicht 
brennbar oder explosiv (Erhardt et al. 2012b).  

Pharmakokinetik: Aufgrund der niedrigen Blut-, aber hohen Lipidlöslichkeit diffundiert 
Isofluran schnell von den Alveolen ins Blut und von dort aus ins zentrale Nervensystem (ZNS), 
so dass die An- sowie Abflutungszeit kurz ist und die Anästhesietiefe schnell variiert werden 
kann (Ammer et al. 2002; CP-Pharma Handelsgesellschaft mbH 2012; Flecknell 2016b). 
Neben der Blut-Hirn-Schranke überwindet Isofluran auch die Plazentaschranke (Fink et al. 
2002). Der Blut-Gas-Koeffizient ist relativ niedrig und liegt (bei 37° C) bei 1,4 (Bovill 2008; CP-
Pharma Handelsgesellschaft mbH 2012). Ein niedriger Blut-Gas-Koeffizient weist auf eine 
geringe Verteilung des Inhalationsanästhetikums im Blut und einen raschen Übertritt ins 
Gehirn hin, was zu einer hohen Geschwindigkeit der An- und Abflutung führt (Ammer et al. 
2002). Isofluran wird fast vollständig über die Lunge eliminiert (Holaday et al. 1975; Ammer et 
al. 2002). Nur 0,2 % Isofluran werden in der Leber metabolisiert und über den Harn 
ausgeschieden (Holaday et al. 1975; Ammer et al. 2002). Isofluran ist nicht nierentoxisch (Eger 
1981; Bovill 2008). Die Lebertoxizität ist zu vernachlässigen, aber nicht ausgeschlossen 
(Ruxanda et al. 2016). Zudem scheint es neuroprotektiv zu sein (Statler et al. 2006). 
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Pharmakodynamik: Der genaue Wirkmechanismus von Isofluran ist noch unklar, aber 
die Aktivierung von GABAA-Rezeptoren (GABAA, γ-Aminobuttersäure Subtyp A) scheint eine 
wichtige Rolle zu spielen (Flaishon et al. 2003). Daneben bindet Isofluran an Glutamat-
Rezeptoren: Aminomethylphosphonsäure (AMPA)- und N-Methyl-D-Aspartat (NMDA)-
Rezeptoren werden schwach inhibiert, die Wirkung an Kainat-Rezeptoren hingegen wird 
verstärkt (Dildy-Mayfield et al. 1996; de Sousa et al. 2000; Yamakura et al. 2000; Yamakura 
et al. 2001). Letztere sind stark bei GABA-ergen Interneuronen vertreten, so dass die 
Verstärkung der Kainat-Rezeptoren die GABA-Exkretion erhöhen könnte (Akk et al. 2008). 

Isofluran besitzt eine gute hypnotische und muskelrelaxierende Wirkung, ist aber nur 
schwach analgetisch (Schulte am Esch et al. 2000; CP-Pharma Handelsgesellschaft mbH 
2012). Die minimale alveoläre Konzentration (MAC50), bei der 50 % der Tiere keine Reaktion 
auf Schmerzreize zeigen, beträgt bei der Maus 1,34 % (Henke et al. 2012). Bei Ratten kann 
Isofluran zu einer anterograden Amnesie (Dutton et al. 2002) und kognitiven Defiziten (Cao et 
al. 2012) führen, bei Mäusen kann Isofluran in Abhängigkeit von der Konzentration und 
Expositionsdauer ebenfalls das Lernverhalten und Gedächtnis stören (Valentim et al. 2010; 
Liu et al. 2014). In tiefer Isofluran-Narkose werden keine epileptoiden Aktivitäten im 
Elektroenzephalogramm beobachtet (Eger 1981). Isofluran besitzt eine antiepileptische 
Wirkung im Rattenmodell der Temporallappenepilepsie, so dass spontan wiederkehrenden 
Anfälle nicht auftreten (Bar-Klein et al. 2016). Isofluran hat einen dosisabhängigen 
hypotensiven und atemdepressiven Effekt (Eger 1981; CP-Pharma Handelsgesellschaft mbH 
2012). Seine relaxierende Eigenschaft wirkt sich auch auf die glatte Gefäß- sowie 
Bronchialmuskulatur in der Lunge aus und reduziert somit die hypoxische Vasokonstriktion 
und verhindert die Bronchokonstriktion. Letzteres ist durchaus von Vorteil bei Erkrankungen 
wie Asthma (Eger 1981; Hirshman et al. 1982). Jedoch kann Isofluran Irritationen im Atemtrakt 
auslösen (Kichko et al. 2015) und wirkt aversiv, vor allem wenn die Tiere dem 
Inhalationsnarkotikum wiederholt ausgesetzt sind (Moody et al. 2014; Boulanger Bertolus et 
al. 2015). Beim Meerschweinchen und Chinchilla werden Bronchosekretion und Salivation 
verstärkt (Erhardt et al. 2012b).  

Unter den volatilen Anästhetika besitzt Isofluran die größte Sicherheit für das Herz-
Kreislauf-System (Dale et al. 1987) und wirkt gering negativ inotrop (Kemmotsu et al. 1973; 
Komai et al. 1987). Allerdings führt Isofluran zur Vasodilatation, so dass sich der periphere 
Gefäßwiderstand vermindert (Eger 1981). Damit sinkt der Blutdruck und eine 
kompensatorische Tachykardie stellt sich ein (Eger 1981; Dale et al. 1987; Ammer et al. 2002; 
Ensinger 2005). Obwohl sich das Schlagvolumen verringern kann, bleibt das Herzzeitvolumen 
gleich, da sich die Herzfrequenz erhöht (Eger 1981; Erhardt et al. 2012b). Isofluran verändert 
die Organdurchblutung: Neben einer verminderten Perfusion des Myokards und der 
Nierenrinde wird auch ein geringerer intestinaler sowie muskulärer Blutfluss beobachtet 
(Hartman et al. 1992). Als Folge der reduzierten Durchblutung sinkt die glomeruläre 
Filtrationsrate und damit auch die Harnmenge (Dale et al. 1987). Hingegen erhöht Isofluran 
die zerebrale Durchblutung, wodurch der Hirndruck gering steigt (Cucchiara et al. 1974).  

Anwendung: In Deutschland ist Isofluran für Mäuse, Gerbils, Ratten, Chinchillas, 
Frettchen, Hamster, Meerschweinchen, Reptilien, Ziervögel, Brieftauben (außer Tiere, die der 
Lebensmittelgewinnung dienen), Hunde, Katzen und Pferde (außer Stuten, deren Milch für 
den menschlichen Verzehr vorgesehen ist) zugelassen.  

Isofluran zählt zu den häufigsten verwendeten Inhalationsanästhetika bei Mäusen 
(Richardson et al. 2005). In der Regel wird die Flüssigkeit in einem Präzisionsverdampfer, der 
für Isofluran kalibriert wurde, in einen gasförmigen Zustand verbracht und mittels Trägergas 
wie Sauerstoff, Luft-Sauerstoffgemisch oder Lachgas dem Tier per inhalationem zugeführt 
(Hellebrekers et al. 2011). Dabei kann die Konzentration von Isofluran über den 
Präzisionsverdampfer genau eingestellt werden (Hellebrekers et al. 2011). Die Einleitung 
erfolgt in einer Narkosekammer mit 3–5 % Isofluran, um einen schnellen und effektiven 
Bewusstseinsverlust mit minimalen Distress herbeizuführen (Constantinides et al. 2011; 
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Jacobsen et al. 2012; Albrecht et al. 2014; Albrecht et al. 2014; Miller et al. 2015). Nach Verlust 
des Stellreflexes werden die Tiere an Nasen- oder Gesichtsmasken angeschlossen und die 
Narkose bei 2–3 % Isofluran erhalten (Erhardt et al. 2012b; Erhardt et al. 2012c; Flecknell 
2016b). Eine endotracheale Intubation ist bei Mäusen mithilfe spezifisch für diesen Zweck 
angefertigter Instrumente auch möglich, aber technisch sehr schwierig (Flecknell 2016b). 

 

2.5.3. Injektionsnarkose mit der Kombination von Ketamin und Xylazin 

2.5.3.1. Ketamin 
 

Ketamin zählt zu den Cyclohexanonen (Mion et al. 2013) und ist ein Derivat von Phencyclidin 
(Mion et al. 2013; Persson 2013). Es liegen zwei Formen von Ketamin vor, das S(+)- und  
das R(–)-Enantiomer (Mion et al. 2013). Das aktive Enantiomer S(+) wirkt zwei- bzw. viermal 
stärker als das Racemat bzw. das R(–)-Enantiomer (Mion et al. 2013). Präparate, die in der 
Veterinärmedizin zugelassenen sind, enthalten beide Formen des Ketamins, so dass die 
Wirkdauer und -stärke dieser racemischen Mischungen zwischen Wirkdauer und -stärke der 
beiden Enantiomere liegt (Erhardt et al. 2012b; Mion et al. 2013). Der pH-Wert der 
Injektionslösung liegt zwischen 3,5 und 5,5 (Ensinger 2005; Mion et al. 2013).  

Pharmakokinetik: Die Plasmaproteinbindung ist gering und die Lipidlöslichkeit hoch, 
so dass sich Ketamin zwar schnell im Gewebe verteilt, aber – vor allem bei Nachdosierungen 
– im Fettgewebe akkumuliert (Dayton et al. 1983; Mion et al. 2013). Die Plasma-Halbwertzeit 
von Ketamin beträgt circa 13 Minuten (Maxwell et al. 2006). In der Leber wird Ketamin 
hauptsächlich (zu 80 %) durch ein Cytochrom-P450-Enzym zu Norketamin N-demethyliert, 
das wiederum zu 6-Hydroxy-Norketamin abgebaut und nach Glucuronidierung über Galle 
sowie Harn ausgeschieden wird (Hijazi et al. 2002; Mion et al. 2013). Bei Ratten wurde 
allerdings nachgewiesen, dass auch Darm, Niere und Lunge am Metabolismus von Ketamin 
involviert sind (Edwards et al. 2001; Mion et al. 2013). Bei Menschen kann die Clearance bei 
Frauen bis zu 20 % höher sein als bei Männern (Sigtermans et al. 2009). Der Metabolit 
Norketamin ist schwächer aktiv als Ketamin und wird langsamer eliminiert, bei der Maus 
beträgt die Halbwertszeit von Norketamin 1,5–1,9 Stunden (Mion et al. 2013; Toki et al. 2018). 
Norketamin wirkt analgetisch bei Nagern (Holtman et al. 2008).  

Pharmakodynamik: Neben der antagonistischen Wirkung am NMDA-Glutamat-
Rezeptor interagiert Ketamin auch mit Non-NMDA-Glutamat-Rezeptoren, cholinergen, 
monoaminergen, nikotinergen und muskarinergen Rezeptoren sowie Opioid-Rezeptoren 
(Kohrs et al. 1998; Mion et al. 2013; Persson 2013). Der Hauptangriffspunkt für die wichtigsten 
pharmakologischen Eigenschaften von Ketamin ist allerdings der NMDA-Rezeptor (Kohrs et 
al. 1998; Mion et al. 2013). Ketamin bindet an die Phencyclidin-Bindungsstelle des NMDA-
Rezeptor-Kanal-Komplexes, die auf der Innenseite des Kanals liegt und die Magnesium-
Bindungsstelle teilweise überlappt, und wirkt somit nichtkompetitiv antagonistisch auf die 
Glutamat-Aktivierung des Kanals (Kohrs et al. 1998). Dadurch wird der Kanal blockiert und die 
Kalzium-, Kalium- sowie Natrium-Ionen können den Kanal nicht mehr passieren (Kohrs et al. 
1998; Ensinger 2005; Starke 2005). Ketamin wirkt aber nicht nur am exzitatorischen (NMDA), 
sondern auch am inhibitorischen Signalweg (GABAA), wobei der Einfluss auf ersteren größerer 
ist (Hevers et al. 2008). Ketamin moduliert zerebellare GABAA-Rezeptoren mit α6- und δ-
Untereinheiten bei anästhetischen Dosen und aktiviert diese direkt bei hohen Konzentrationen 
(Hevers et al. 2008), wobei die durch Ketamin herbeigeführte Immobilisierung allerdings nicht 
durch eine Blockade des GABAA-Rezeptors aufgehoben werden kann (Sonner et al. 2003). 

Ketamin ist ein dissoziatives Anästhetikum, das heißt, dass sich eine funktionelle und 
elektrophysiologische Spaltung im ZNS einstellt, da das thalamokortikale System und somit 
insbesondere die Wahrnehmung gedämpft, aber das limbische System stimuliert wird 
(Corssen et al. 1966; Erhardt et al. 2012b; Mion et al. 2013; Zoetis Deutschland GmbH 2013). 
Wenn sensorische Inputs das kortikale Zielareal erreichen, können sie in den assoziativen 
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Arealen nicht verarbeitet werden (Schulte am Esch et al. 2000; Mion et al. 2013). Ketamin 
besitzt analgetische, sedative sowie hypnotische Eigenschaften und verursacht eine Amnesie 
des Kurzzeitgedächtnisses (Kohrs et al. 1998; Li et al. 2016; Flecknell 2016b). Beim Menschen 
können nach Ketamin-Applikation Halluzinationen, Stimmungsschwankungen oder Albträume 
auftreten (Seamans 2008; Blagrove et al. 2009; Flecknell 2016b).  

Aufgrund der zentralen Stimulation erhöht sich der Skelettmuskeltonus (Mion et al. 
2013; Amornyotin 2014; Flecknell 2016b). Die Muskelaktivität produziert Wärme und birgt 
somit die Gefahr der Hyperthermie (Posner et al. 2007). Allerdings liegen auch Studien 
darüber vor, dass Ketamin zur Hypothermie führen kann, indem 5-Hydroxytryptamin (5-HT) im 
Hypothalamus freigesetzt wird (Fahim et al. 1973). Wird Ketamin in einer anästhetischen 
Konzentration verabreicht, bleibt der Lidspalt geöffnet (Mion et al. 2013) und die Schutzreflexe 
wie der Laryngeal- sowie Pharyngealreflex bleiben erhalten (Flecknell 2016b). Salivation sowie 
Bronchialsekretion werden angeregt (Li et al. 2016).  

Während sich die Atemfrequenz reduziert und häufig ein apnoisches Atemmuster 
auftritt, steigen kardiovaskuläre Parameter wie Blutdruck, Pulsfrequenz und das Herz-Zeit-
Volumen an (White et al. 1982; Mion et al. 2013; Amornyotin 2014; Li et al. 2016; Flecknell 
2016b; Tyler et al. 2017). 

 

2.5.3.2. α2-Adrenozeptor-Agonist Xylazin 
 

Xylazin ist ein Thiazinderivat und wird als Hydrochlorid angewendet (Ammer et al. 2002).  

Pharmakokinetik: Xylazin ist lipophil und reichert sich sehr rasch im Körpergewebe 
an (Garcia-Villar et al. 1981). Die Bioverfügbarkeit variiert in Abhängigkeit von der Tierspezies 
zwischen 20 und 90 % (Garcia-Villar et al. 1981; Ammer et al. 2002). Xylazin wird in der Leber 
metabolisiert; die Metaboliten werden über die Nieren ausgeschieden (Garcia-Villar et al. 
1981; Park Choo et al. 1991). Die Plasma-Halbwertszeit von Xylazin nach intraperitonealer 
Injektion beträgt bei jungen Ratten 1,3 Stunden (Veilleux-Lemieux et al. 2013). Für Mäuse 
liegen dazu bisher keine Daten vor, aber vermutlich ist die Plasma-Halbwertszeit bei Mäusen 
kürzer als bei Ratten (Xu et al. 2007; Veilleux-Lemieux et al. 2013; Erickson et al. 2016). 

Pharmakodynamik: Xylazin ist ein α2-Adrenozeptor-Agonist (Paddleford et al. 1999). 
Neben α2-Adrenozeptoren bindet Xylazin auch an α1-Adrenozeptoren mit einem 
Rezeptorbindungsverhältnis von 160 : 1 (α2 : α1) (Virtanen et al. 1988). Xylazin bindet sowohl 
an zentrale als auch an periphere prä- und postsynaptische α2-Adrenozeptoren (Paddleford et 
al. 1999; Ammer et al. 2002). Dadurch wird das inhibitorische Gi-Protein aktiviert und die 
Adenylatzyklase gehemmt, wodurch der Spiegel an cyclischem Adenosinmonophosphat 
(cAMP) sinkt (Paddleford et al. 1999; Ma et al. 2005; Elliott 2008). Präsynaptisch wird dadurch 
der Kalium-Ausstrom erhöht, was zur Hyperpolarisierung der Neuronenmembran führt und die 
Erregungsweiterleitung hemmt (Paddleford et al. 1999; Ma et al. 2005; Elliott 2008). Somit 
strömt kein bzw. weniger Kalzium in die Präsynapse ein (Paddleford et al. 1999; Ma et al. 
2005; Elliott 2008). Eine geringere Konzentration an Kalzium-Ionen reduziert die Freisetzung 
von Neurotransmittern wie Noradrenalin in den synaptischen Spalt (Paddleford et al. 1999; Ma 
et al. 2005; Elliott 2008). Postsynaptisch reduziert die Hyperpolarisation die Aktivierung 
spannungsabhängiger NMDA-Rezeptoren, indem die Blockierung durch Magnesium-Ionen 
verstärkt wird (Ma et al. 2005). 

Indem Xylazin die α2-Adrenozeptoren im ZNS aktiviert, bewirkt es eine lang 
andauernde Sedation und eine Muskelrelaxation (Paddleford et al. 1999). Der analgetische 
Effekt hingegen ist nur von kurzer Dauer (Paddleford et al. 1999; Flecknell 2016b), bei einer 
Applikation von 0,1–0,2 mg/kg in der postoperativen Phase circa 30 Minuten (Henke et al. 
2015). Bei einigen Spezies, zum Beispiel Katzen, wurden starke Exzitationen infolge äußerer 
Faktoren wie Lärm oder Manipulationen während der Einschlafphase beobachtet (Erhardt et 
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al. 2012b). Xylazin senkt den Sympathikotonus und erhöht den Parasympathikotonus (Greene 
et al. 1988; Paddleford et al. 1999).  

Da die zentrale Thermoregulation reduziert ist, besteht die Gefahr einer Hypothermie 
(Livingston et al. 1984). Der Blutdruck steigt initial kurz an, weil die peripheren 
postsynaptischen adrenergen Rezeptoren aktiviert werden (Paddleford et al. 1999). Dadurch 
kontrahieren die glatten Gefäßmuskelzellen und verursachen eine Vasokonstriktion 
(Paddleford et al. 1999). Nach dem initialen Anstieg sinkt allerdings aufgrund der Aktivierung 
von zentralen präsynaptischen α2-Adrenozeptoren der Blutdruck wieder (Paddleford et al. 
1999). Der zentrale Effekt überwiegt den peripheren und ist lang andauernd (Greene et al. 
1988; Ammer et al. 2002). Xylazin verursacht eine kardiovaskuläre und respiratorische 
Depression (Flecknell 2016b). Die Substanz wirkt bradykard sowie arrythmogen (Paddleford 
et al. 1999). Darüber hinaus wird die Atemfrequenz reduziert (Millan et al. 2000; Flecknell 
2016b).  

Bei Tieren mit Brechreflex kann ein Reflux auftreten, da der Sphinkterdruck der Cardia 
erniedrigt ist (Paddleford et al. 1999; Flecknell 2016b). Xyalzin führt zu einer ausgeprägten 
Polyurie – zum einen aufgrund der reduzierten Insulinproduktion im Pankreas und der daraus 
resultierenden Hyperglycämie (Saha et al. 2005), zum anderen durch die Hemmung der 
Ausschüttung des antidiuretischen Hormons aus dem Hypophysen-Hinterlappen (Greene et 
al. 1988).  

Die Wirkung von Xylazin kann durch die Gabe der α2-Adrenorezeptor-Antagonisten 
Yohimbin und Atipamezol antagonisiert werden, wobei bei der Maus Atipamezol effektiver als 
Yohimbin ist (Flecknell 2016b; Janssen et al. 2017).  

Für Nager wurden anxiolytische Eigenschaften von α2-Adrenozeptor-Agonisten 
beschrieben (Millan et al. 2000), vor allem der α2A-Adrenozeptor-Subtyp spielt eine wichtige 
protektive Rolle bezüglich Depression und Angst (Schramm et al. 2001). 

 

2.5.3.3. Anwendung der Kombination von Ketamin und Xylazin 
 

In der Veterinärmedizin ist Ketamin für Meerschweinchen, Kaninchen, Katzen, Hunde, Schafe, 
Ziegen, Schweine, Rinder, Pferde (außer Stuten, deren Milch für den menschlichen Verzehr 
vorgesehen ist) und Xyalzin für Hund, Katze, Rind sowie Pferd zugelassen.  

Wenn Ketamin und Xylazin in Kombination verabreicht werden, ergänzen sich die positiven 
Eigenschaften der beiden Substanzen und ihre Nebenwirkungen heben sich weitgehend 
gegenseitig auf: Die Kombination von Ketamin und Xylazin führt zur Anästhesie mit 
Bewusstlosigkeit, Relaxation der Skelettmuskulatur sowie Analgesie (Flecknell 2016c). Die 
beiden Substanzen können zusammen in einer Mischspritze verabreicht werden (Flecknell 
2016c). Die Kombination aus Ketamin und Xylazin zählt zu den am häufigsten verwendeten 
Injektionsnarkosen bei Mäusen (Dittmar et al. 2004). Dabei hängen die Dosierung von 
Mausstamm, Geschlecht, Alter sowie experimentellen Verfahren (Gargiulo et al. 2012) und die 
Narkosetiefe sowie -dauer von der Dosierung der beiden Komponenten ab (Arras et al. 2001).  

 Für die Applikation bei Mäusen wird in der Regel die intraperitoneale Applikationsroute 
gewählt (Flecknell 2016c). Hier besteht allerdings die Gefahr, intraabdominale Organe zu 
punktieren (Miner et al. 1969; Gaines Das et al. 2007; Levin-Arama et al. 2016). 10–20 % 
Fehlinjektionen in beispielweise die Blase, den Darm, das Muskel- oder Fettgewebe können 
auftreten, so dass Organe verletzt werden und die verabreichten Substanzen sich langsamer 
bzw. in einem geringeren Ausmaß im Organismus verteilen können (Miner et al. 1969; Gaines 
Das et al. 2007; Levin-Arama et al. 2016). Zudem können an der Injektionsstelle 
Entzündungen und nekrotische Veränderungen des Fettgewebes infolge einer Muskelnekrose 
entstehen, begleitet von erhöhten Alaninaminotransferase (ALT)-, Aspartataminotransferase 
(AST)- und Kreatinkinase (CK)-Serumwerten (Wellington et al. 2013).  
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Bei der subkutanen Applikation können geringgradige Ödeme mit Infiltration von 
Neutrophilen und Lymphozyten auftreten (Levin-Arama et al. 2016). Im Vergleich zur 
peritonealen Injektion erreichen weniger Mäuse die chirurgische Toleranz und die Dauer bis 
zum Erreichen dieses Narkosestadiums ist länger (Levin-Arama et al. 2016).  

Eine intramuskuläre Injektion sollte vermieden werden, denn es liegen Berichte zu 
Muskelnekrosen bei Hamstern (Gaertner et al. 1987) und Ratten (Albrecht et al. 2014) sowie 
Nervendegeneration bei Kaninchen (Vachon 1999) als Folge einer intramuskulären 
Applikation von Ketamin und Xylazin, in Kombination mit Acepromazin in der Studie von 
Vachon (1999), vor. Grund für die Gewebeschäden ist der geringe pH-Wert von Ketamin 
(Vachon 1999; Wellington et al. 2013; Albrecht et al. 2014; Levin-Arama et al. 2016).  

Durch die Antagonisierung von Xylazin kann die Anästhesie partiell aufgehoben 
werden (Flecknell 2016c). 

 

2.6. Ziel der Untersuchung 
 

Im Sinne der 3R ist die wiederholte Verwendung von Tieren nur dann sinnvoll, wenn sich 
dadurch der Schweregrad an Schmerzen, Leiden, Ängsten, Distress und/oder Schäden für 
das Einzeltier nicht erhöht. Wiederholte Interventionen sollten nicht belastender sein als eine 
einzelne Intervention, denn die Tierzahl darf nicht auf Kosten des Wohlbefindens einzelner 
Tiere reduziert werden. Beim Einsatz bildgebender Techniken bietet es sich an, dieselben 
Tiere zu mehreren Zeitpunkten innerhalb eines Verfahrens zu untersuchen. Damit müssen die 
Tiere aber auch wiederholt in Narkose gelegt werden. Gemäß Anhang VIII der RL 2010/63/EU 
gilt eine Allgemeinnarkose zwar als gering belastend, jedoch unabhängig von Anzahl der 
Narkosen und Gruppe der verwendeten Allgemeinanästhetika. Daher wurde in der 
vorliegenden Arbeit der Einfluss von einer einmaligen Narkose und wiederholten Narkosen auf 
das Wohlbefinden von Mäusen, den am häufigsten verwendeten Versuchstieren verglichen. 
Verwendet wurden die im tierexperimentellen Bereich routinemäßig eingesetzte 
Inhalationsnarkose mit Isofluran und Injektionsnarkose mit einer Kombination von Ketamin und 
Xylazin. 
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Inhalt: According to the EU Directive 2010/63, the severity of a procedure has to be classified 
as mild, moderate or severe. General anesthesia is thought to be mild, but the Directive does 
not differentiate between single and repeated anesthesia. Therefore, we investigated the 
impact of repeated administration of isoflurane, the most commonly used inhalation anesthetic, 
on the well-being of adult C57BL/6JRj mice, in comparison to single administrations and to 
untreated animals, when applied six times for 45 min at an interval of 3–4 days. For the animals 
anesthetized, excitations, phases of anesthesia, and vital parameters were monitored. Well-
being after anesthesia was assessed using a behavioral test battery including luxury behavior 
like burrowing and nest building behavior, the Mouse Grimace Scale (MGS), the free 
exploratory paradigm for anxiety-related behavior, home cage activity and the rotarod test for 
activity, as well as food intake and body weight. Additionally, hair corticosterone and fecal 
corticosterone metabolites were measured. Our results show that nest building behavior, home 
cage activity, body weight, and corticosterone concentrations were not influenced by 
anesthesia, whereas changes in burrowing behavior, the MGS, food intake, and the free 
exploratory behavior indicated that the well-being of the mice was more affected by repeated 
than single isoflurane anesthesia. This effect depended on the sex of the animals, with female 
mice being more susceptible than male mice. However, repeated isoflurane anesthesia caused 
only short-term mild distress and impairment of well-being, mainly in the immediate 
postanesthetic period. Well-being stabilized at 8 days after the last anesthesia, at the latest. 
Therefore, we conclude that when using our anesthesia protocol, the severity of both single 
and repeated isoflurane anesthesia in C57BL/6JRj mice can be classified as mild. However, 
within the mild severity category, repeated isoflurane anesthesia ranks higher than single 
isoflurane anesthesia. Additionally, our results imply that male and female mice can differently 
perceive the severity of a procedure. 
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Abstract

According to the EU Directive 2010/63, the severity of a procedure has to be classified as

mild, moderate or severe. General anesthesia is thought to be mild, but the Directive does

not differentiate between single and repeated anesthesia. Therefore, we investigated the

impact of repeated administration of isoflurane, the most commonly used inhalation anes-

thetic, on the well-being of adult C57BL/6JRj mice, in comparison to single administrations

and to untreated animals, when applied six times for 45 min at an interval of 3–4 days. For

the animals anesthetized, excitations, phases of anesthesia, and vital parameters were

monitored. Well-being after anesthesia was assessed using a behavioral test battery includ-

ing luxury behavior like burrowing and nest building behavior, the Mouse Grimace Scale

(MGS), the free exploratory paradigm for anxiety-related behavior, home cage activity and

the rotarod test for activity, as well as food intake and body weight. Additionally, hair cortico-

sterone and fecal corticosterone metabolites were measured. Our results show that nest

building behavior, home cage activity, body weight, and corticosterone concentrations were

not influenced by anesthesia, whereas changes in burrowing behavior, the MGS, food

intake, and the free exploratory behavior indicated that the well-being of the mice was more

affected by repeated than single isoflurane anesthesia. This effect depended on the sex of

the animals, with female mice being more susceptible than male mice. However, repeated

isoflurane anesthesia caused only short-term mild distress and impairment of well-being,

mainly in the immediate postanesthetic period. Well-being stabilized at 8 days after the last

anesthesia, at the latest. Therefore, we conclude that when using our anesthesia protocol,

the severity of both single and repeated isoflurane anesthesia in C57BL/6JRj mice can be

classified as mild. However, within the mild severity category, repeated isoflurane anesthe-

sia ranks higher than single isoflurane anesthesia. Additionally, our results imply that male

and female mice can differently perceive the severity of a procedure.
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Introduction

In laboratory animal science, the most commonly used inhalation anesthetic in rodents is iso-

flurane [1]. Its use has increased over the last years [2] because of its quick on- and offset of

anesthesia and low metabolism rate [3]. Isoflurane causes moderate respiratory and cardiovas-

cular system depression, but maintains better cardiac function than the combination of keta-

mine and xylazine [3]. However, apart from these advantages, isoflurane was also found to

cause reversible deficits in object recognition memory [4], impaired learning function in the

cued fear conditioning, and higher anxiety-related behavior in the elevated plus maze in mice

in the postanesthetic period [5]. Rabbits even have periods of apnea during the induction of

anesthesia with isoflurane indicating a high aversion towards this inhalant agent [6]. In mice

and rats, repeated administration of isoflurane is more aversive than a single administration

[7]. Additionally, general anesthesia in rodents is often associated with several side effects, e.g.

the disturbance of the circadian rhythm [8] as well as hypothermia and hypoglycemia [9],

which can negatively influence the recovery period.

Isoflurane anesthesia is repeatedly performed in studies using imaging techniques for

small animal models [10]. In order to apply imaging techniques correctly and to gain the

optimum results, animals need to be immobilized by using general anesthesia [11]. Imaging

techniques are non-invasive and contribute to reducing the number of animals for an experi-

ment, since several experiments are conducted using a single animal. Instead of euthanizing

an animal at each time point of the study, an animal can be examined several times in its life

in order to control the progress of diseases like stroke, tumor growth, bone healing, epilepto-

genesis or neurodegenerative disorders. Therefore, imaging techniques are a great benefit for

reduction and refinement. However, in terms of the 3R-principle the benefit of the repeated

use of an animal only becomes obvious, when the total amount of pain, distress or harm does

not exceed the severity degree of pain, distress or harm of each single manipulation. Hence,

with regard to the EU Directive 2010/63 [12], this needs to be evaluated for every test strategy

that shall be applied in an animal. The Directive implies to fully apply the 3-R-principle of

Russel and Burch [13], i.e. not only to replace animal experiments, but also to reduce the

number of animals and to refine animal experiments, whenever they are necessary. More-

over, the severity of a procedure has to be classified as mild, moderate or severe. According

to Annex VIII of the EU Directive 2010/63, general anesthesia is considered as mild, though,

the Directive does not distinguish between a single and repeated anesthesia. However, in

fact, it is unknown whether repeated anesthesia affects well-being in the same way as single

anesthesia. We hypothesized that repeated anesthesia may enhance the behavioral and phar-

macological effects of isoflurane in laboratory animals and, subsequently, causes additional

distress for the animal.

In order to test our hypothesis, we investigated the effects of repeated compared to single

isoflurane anesthesia on the well-being of mice. Based on this, we assessed the severity category

of repeated isoflurane anesthesia. We chose C57BL/6JRj mice, since they are widely used in

research studies [14], and examined both sexes.

In the present study, mice were anesthetized six times for 45 min at an interval of 3–4 days

over 3 weeks according to Albrecht et al. [15, 16], which is equivalent to anesthesia protocols

performed in imaging studies. Although surgical tolerance is not a mandatory prerequisite for

imaging techniques, we induced surgical tolerance, so that the results can also be transferred

to studies including repeated minor invasive manipulations like blood or tissue sampling [17].

Well-being was assessed by a broad behavioral test battery in the postanesthetic period and

non-invasive analysis of the adrenocortical activity.

Repeated isoflurane anesthesia in mice and distress
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Methods

Ethics statement

The study at hand was performed according to the guidelines of the German Animal Welfare

Act and was approved by the Berlin State Authority (“Landesamt für Gesundheit und

Soziales”, permit number: G0053/15). A sample size calculation was performed to determine

the number of animals to be used. Experimental methods were refined by closely monitoring

the animals after anesthesia. The duration of single housing to measure specific parameters,

i.e. nest building behavior, home cage activity, food intake, and fecal corticosterone metabo-

lites (FCM), was kept to a minimum.

Animals and handling methods

A total number of 32 adult female and 33 adult male C57BL/6JRj mice at the age of 11–13

weeks obtained from Janvier Labs (Saint-Berthevin Cedex, France) were used. The mice were

randomly assigned to the 6 study groups: control ♀ (n = 6), control ♂ (n = 7), single anesthesia

♀ (n = 13), single anesthesia ♂ (n = 13), repeated anesthesia ♀ (n = 13), repeated anesthesia ♂
(n = 13). Female mice were group-housed with 3–5 mice in Makrolon type IV cages (55 ×
33 × 20 cm). Male mice had to be single-housed in Makrolon type III cages (42 × 26 × 15 cm)

with the beginning of the experiments due to aggressive behavior against conspecifics. The

cages contained fine wooden bedding material (LIGNOCEL1 3–4 S, J. Rettenmaier & Söhne

GmbH + Co. KG, Rosenberg, Germany). A red plastic house, tunnels, and nestlets (Ancare,

UK agents, Lillico) were provided as cage enrichment. The animals were maintained under

standard conditions (room temperature 22 ± 2˚C; relative humidity 55 ± 10%) on a light:dark

cycle of 12:12 hours of artificial light with a 5 min twilight transition phase (lights on from 6:00

a.m. to 6:00 p.m.). The mice were fed pelleted mouse diet (Ssniff rat/mouse maintenance, Spe-

zialdiäten GmbH, Soest, Germany) and had free access to tap water.

In order to prevent the impact of distress caused by male persons, both animal care atten-

dant and veterinarian were female [18]. The same veterinarian performed all experiments. A

week before the experiments started, the mice were habituated to handling by using combined

tunnel and cup handling. The mice were carefully caught in a tunnel belonging to the standard

enrichment and then transferred to the experimenter’s hands. This method is known to cause

less anxiety in mice than picking up the mice by the tail [19].

Test schedule

The test schedule is outlined in Fig 1. At the beginning of the experiment, photos for the base-

line Mouse Grimace Scale (MGS) score were taken and samples for baseline values of FCM as

well as hair corticosterone were collected.

Anesthesia was performed as follows: mice of the group with single anesthesia were anes-

thetized once for 45 min, mice of the group with repeated anesthesia were anesthetized 6 times

for 45 min at an interval of 3–4 days over a period of 3 weeks, and control mice did not receive

any anesthesia.

During the induction and after the cut-off of narcosis, the loss and regain of reflexes were

observed in order to determine the phases of anesthesia. During anesthesia, vital parameters

(i.e. heart rate, oxygen saturation, and respiratory rate) were carefully monitored. After anes-

thesia, the mice were directly transferred to a custom-made box and their behavior was moni-

tored for 20 min. Photographs of the mouse faces for applying the MGS were taken 30 min

after the last anesthesia. 150 min after awakening another photo was taken. In the meantime,

burrowing behavior was tested for 2 h. Then all mice were transferred into a (new) Makrolon

Repeated isoflurane anesthesia in mice and distress
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type III cage and single-housed for a period of 24 hours in order to evaluate nest building

behavior, to measure food intake, and to collect fecal samples for FCM analysis. Moreover,

home cage activity was recorded for 12 h during the dark period. In order to observe a change

in anxiety-related and exploratory behavior over time, the free exploratory paradigm was per-

formed at 1 day and 8 days after the last anesthesia. The rotarod test for motor coordination

and balance was conducted at 2 days after last anesthesia. Hair samples for corticosterone

Fig 1. Flow chart of the test schedule. + Number [n] of rearings, number [n] of grooming episodes, duration

of resting [s], duration of activity [s], duration of food intake [s], and the latency to first food intake [s] were

observed during the recovery period.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.g001

Repeated isoflurane anesthesia in mice and distress

PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588 June 15, 2017 4 / 21

Severity classification of repeated isoflurane anesthesia  
in C57BL/6JRj mice—Assessing the degree of distress 

42



measurement were collected at the beginning and at the end of the study, when hair had

regrown. Mice were regularly weighted over the whole study period.

Anesthesia

Anesthesia was induced with 4% isoflurane (Isofluran CP1, CP-Pharma Handelsgesellschaft

mbH, Burgdorf, Germany) in 100% oxygen in an anesthetic chamber (with sliding cover, Evo-

nik Plexiglas, 240 × 140 × 120 mm), which was not prefilled in order to prevent distress. Dur-

ing induction, the number of mice showing excitations was recorded.

Anesthesia was divided in five anesthetic stages [15]: 1) Induction started when isoflurane

was turned on and ended with the loss of righting reflex. 2) Non-surgical-tolerance was

defined as the time from loss of righting reflex to loss of pedal withdrawal and lid reflex. 3) Sur-

gical tolerance began with the loss of all reflexes tested and ended when isoflurane administra-

tion was terminated after 45 min. 4) Then the wake-up period followed and ended after the

first forward movement. 5) Recovery period was defined as the time from the first forward

movement until 20 min after anesthesia.

In order to test the loss of righting reflex, the anesthetic chamber was tipped over. After

loosing their righting reflex, the mice were laid in abdominal position on a heating pad and

anesthesia was maintained with 1.75–2.5% isoflurane in 100% oxygen via nose cone for 45

min. Artificial tears (Artelac1 Splash MDO1, Bausch & Lomb GmbH, Berlin, Germany)

were administered to both eyes to prevent the eyes from drying out. When pedal withdrawal

and lid reflex were lost, all reflexes were regularly tested. 45 min after induction, isoflurane

administration was terminated and the latency to forwards movement, the number of mice

showing excitations and/or opisthotonus during wake-up period and mice showing twitches

(skin fasciculation) during recovery period were observed.

During anesthesia, vital parameters (respiratory rate, heart rate, and oxygen saturation)

were controlled every 10 min. Respiratory rate was counted for 15 sec and then calculated for

1 min [breathes per min]. A pulse oximeter (MouseOx, STARR Life Sciences1 Corp., Oak-

mont, PA, USA), attached to the shaved left hind leg, was used to measure heart rate [beats per

min] and oxygen saturation [%].

Recovery period

The mice were video-recorded for 20 min after the first forward movement in the custom-

made photography cube. Number [n] of rearings, number [n] of grooming episodes, duration

of resting [s], duration of activity [s], and duration of food intake [s] were analyzed with etho-

logical analyses software (Etholog version 2.2.5; Ottoni 1999). Furthermore, the latency to the

first food intake [s] was noted. Activity comprised forward movement and sniffing behavior.

Grooming behavior was defined as self-grooming including paw licking, nose and face wash,

head wash, body wash and fur licking, leg licking, and tail/genitals licking and wash [20].

Mouse Grimace Scale (MGS)

The MGS was originally developed to assess pain [21]. However, besides pain, stress has also

an impact on the MGS [21] and, moreover, positive emotions are indicated by facial expres-

sions [22]. Thus, in the present study, the MGS served as a tool to assess distress. Scores were

obtained by photographs taken in a custom-made box used as photography cube (with three

white and one clear wall, 22 × 29 × 39 cm, 0.5 cm bedding material) at 2 days before the first

anesthesia (baseline), 30 min after the last anesthesia and 150 min after the last anesthesia. For

photography, a high definition camera (Canon EOS 350D, Canon Inc., Tokyo, Japan) was

used.

Repeated isoflurane anesthesia in mice and distress
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The photograph was cropped to display only the head of the mouse so that the body posi-

tion was not visible [21]. According to Langford et al. [21], five facial action units, i.e. orbital

tightening, nose bulge, cheek bulge, ear position, and whisker change, were scored on a scale

from 0 to 2 (0 = not present, 1 = moderately present, 2 = obviously present).

Three blinded persons independently analyzed the photographs. For each scorer, the mean

of the five facial action units was calculated. Then the MGS difference score was calculated

between the baseline MGS score and the mean of MGS score at 30 min and 150 min after last

anesthesia, respectively [21]. As the MGS difference scores did not significantly differ between

the three observers, the MGS difference score of each mouse was averaged to be used for fur-

ther statistics.

Luxury behavior

Luxury behavior like burrowing and nest building behavior are only present when important

needs of the mice are met and, thus, can serve as indicators of well-being [23].

Burrowing behavior. The test was modified according to Jirkof et al. [24]. A standard

opaque plastic water bottle (250 ml, 150 mm length, 55 mm diameter, 45 mm diameter of bot-

tle neck) was filled with 140 ± 2 g food pellets normally supplied as diet and placed parallel to

the back wall of the photography cube. After 2 h, when the test ended, the food pellets [g]

removed from the bottle by the mice were weighted.

Nest building behavior. The nests were scored by using a modified protocol developed

by Deacon [25]. A nestlet (Ancare, Bellmore, NY, USA; UK agent: Lillico, Betchworth, UK)

with an exact weight of 2.0 g was placed in the middle of the cage (Makrolon type III, 420 × 260

× 150 mm) bedded with 0.5 cm height of bedding material. In order to reduce distress caused

by a new environment, used bedding material without feces from the home cage was scattered

on top of the new bedding. No further environmental enrichment items were provided.

2 h after the light was turned on, the nests were assessed on a 5-point scale (1 = more than

90% of the nestlet intact; 2 = 50–90% intact; 3 = 50–90% shredded; 4 = more than 90% shred-

ded but flat nest, less than 50% of its circumference is higher than mouse body height when

curled up; 5 = more than 90% shredded and high nest, more than 50% of its circumference is

higher than mouse body height when curled up) [25]. Any untorn nestlet pieces, defined as

approximately 0.1 g, were weighted.

Home cage activity

Home cage activity was evaluated by InfraMot (TSE systems, Bad Homburg Germany) during

the dark period for 12 hours (6:00 p.m. to 6:00 a.m.). An infrared sensor was mounted on the

top of the gridded cage top and recorded the number of impulses per minute. For analysis,

impulse intervals of 10 min were used and the area under the time curve (AUC) [impulses/(10

min)] was calculated.

Free exploratory paradigm

The free exploratory paradigm is a test to investigate trait anxiety-related behavior [26]. The gri-

dded cage top was placed in the cage at an angle of 45˚ to the longer side of the home cage. Then,

the latency to first exploration [s] (with all four paws on the lid) within 10 min was observed.

Rotarod test

An accelerating rotarod was used to evaluate motor coordination and balance. The mice

were placed on the rotating drum at a speed of 4 rounds per minute. The speed of the rotarod

Repeated isoflurane anesthesia in mice and distress
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accelerated to 40 rounds per minute. The latency [s] to loose balance and fall off the rotating

drum was measured. Some mice held on and rode around the rotarod a few times before

they lost their balance. For those mice, the time until they finally fell off the rotarod was

recorded. Mice performed 4 trials at 2 days after the last anesthesia, with a maximum of 300 s

and 30-min intertrial rest intervals [5, 27]. Trial 1–3 served as training and trial 4 as the test

trial.

Food intake and body weight

Food intake of the standard food diet [g] was manually measured over a period of 24 hours.

Since tiny pieces of food pellets may fall through the gridded cage top, the cage side beneath

the food unit was carefully scanned.

The body weight [g] was regularly controlled over the experimental period. For analysis,

the body weight of day 0, day 2, day 9, and day 14 after last anesthesia was used.

Corticosterone

FCM with a 5α-3β,11β-diol structure in feces and hair corticosterone were measured since the

sampling techniques are non-invasive. In our study, FCM indicate acute stress during the

24-hour postanesthetic period and hair corticosterone may reflect chronic stress. Since there

are differences in baseline values, for each mouse the percentage change [%] relative to base-

line was calculated.

FCM. The mice were single-housed for a period of 24 hours. In order to prevent distress

due to a new cage, used bedding material without feces from their home cage was scattered on

top of the new bedding. All dry fecal pellets were collected from the cages by using forceps.

Wet pellets contaminated with urine were eliminated.

FCM were extracted from the 24-hour-bulk samples in accordance to Palme et al. [28].

Briefly, fecal samples were dried at a temperature of 60–70˚C and then homogenized by a mor-

tar. An aliquot of 0.05 g was shaken with 1 ml of 80% methanol for 30 min on a multi-vortex.

After centrifugation (2500 x g, 15 min), 0.5 ml of supernatant was pipetted in an Eppendorf

cup. Before and after extraction, the samples were stored at –80˚C. The samples were analyzed

for corticosterone metabolites using a 5α-pregnane-3b,11b,21-triol-20-one enzyme immuno-

assay as described and validated for mice by Touma et al. [29, 30].

Hair corticosterone. Hair was cut off with an electric shaver for small animals (Aesculap

Isis GT 420, Suhl, Germany). Hair corticosterone [pg/mg] was analyzed by liquid chromatog-

raphy-mass spectrometry in the laboratory of Prof. Kirschbaum, Department of Psychology,

Technische Universität Dresden, Germany, as described previously [31].

Statistical analysis

Statistical analysis was performed with IBM SPSS Version 23 (IBM Corporation, Armonk, NY,

USA). Explorative data analysis and tests for normality were performed for each parameter.

First, differences between female groups (control, single anesthesia, repeated anesthesia), sec-

ondly, differences between male groups (control, single anesthesia, repeated anesthesia), and,

thirdly, sex differences (female versus male control, female versus male single anesthesia,

female versus male repeated anesthesia) were analyzed using the respective test indicated in

the result section.

In all tests, differences were considered significant at p< 0.05. In tables, data are presented

as mean ± standard deviation, in graphs data are presented as mean ± standard error.

Repeated isoflurane anesthesia in mice and distress
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Results

Anesthesia

Phases of anesthesia. In female (U (13, 13) = 154.000, p < 0.001) and male (U (13, 13) =

146.000, p = 0.001) mice, repeated anesthesia significantly prolonged the duration of induction

(Table 1). In addition, in female mice, repeated anesthesia prolonged the duration of non-sur-

gical tolerance (U (13, 13) = 161.000, p< 0.001) and shortened the duration of surgical toler-

ance (U (13, 13) = 1.000, p< 0.001) versus a single anesthesia (Table 1).

Sex differences in mice with a single anesthesia were observed regarding the duration of

non-surgical tolerance (U (13, 13) = 143.500, p = 0.002) and surgical tolerance (U (13, 13) =

27.000, p = 0.002) (Table 1). Non-surgical tolerance was significantly shorter and surgical toler-

ance significantly longer in female mice exposed to single anesthesia. In mice with repeated

anesthesia, surgical tolerance was significantly shorter in female than in male mice (U (13, 13) =

132.000, p = 0.014).

Excitations, opisthotonus, and twitches. In female and male mice, repeated anesthesia

increased excitations, versus a single anesthesia, during induction (female mice: Chi2 (1) = 7.8,

p = 0.005; male mice: Chi2 (1) = 4.887, p = 0.027) but not during the wake-up period (female

mice: Chi2 (1) = 0.377, p = 0.539; male mice: Chi2 (1) = 1.04, p = 0.308) (Table 2). Running

excitement, a high muscle tonus of the tail, and movements of the tail were observed and

defined as excitations. Opisthotonus (female mice: Chi2 (1) = 1.182, p = 0.277); male mice:

Table 1. Phases of anesthesia.

Group Induction [s] Non-surgical tolerance [s] Surgical tolerance [s] Wake-up period [s]

Single anesthesia ♀ (n = 13) 92.62 ± 20.13 107 ± 15.57## 2500.38 ± 30.17## 150.15 ± 98.99

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 117.15 ± 8.07*** 173.38 ± 50.21*** 2431.00 ± 21.36***, # 105.38 ± 79.96

Single anesthesia♂ (n = 13) 100.85 ± 15.09 154.77 ± 37.25 2444.38 ± 47.06 126.31 ± 63.46

Repeated anesthesia♂ (n = 13) 117.38 ± 12.97** 151.46 ± 42.69 2452.69 ± 22.04 89.15 ± 72.04

Data are given as mean ± standard deviation. p values were calculated using Mann-Whitney-U-Test

** p < 0.01

*** p < 0.001 versus a single anesthesia
# p < 0.05
## p < 0.01 versus ♂.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.t001

Table 2. Number of mice showing excitations, opisthotonus, and twitches.

Group Induction Wake-up perriod Recovery period

Excitation Excitation Opisthotonus Twitches

Single anesthesia ♀
(n = 13)

7 2 3 3

Repeated anesthesia ♀
(n = 13)

13** 1 1 2

Single anesthesia♂
(n = 13)

7 0 2 1

Repeated anesthesia♂
(n = 13)

12* 1 0 1

Data are number of mice. p values were calculated using Chi-Square-Test

* p < 0.05

** p < 0.01 versus single anesthesia.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.t002
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Chi2 (1) = 2.167; p = 0.141) only occurred during the wake-up period and twitches (female

mice: Chi2 (1) = 0.248, p = 0.619; male mice: Chi2 (1) = 0, p = 1) during the recovery period.

The frequency of opisthotonus and twitches did not differ between the groups. No sex differ-

ences were found.

Vital parameters. The mean ± standard deviation were calculated from all four measure-

ments of heart rate, oxygen saturation, and respiratory rate (Table 3). In female (t (20) = –

2.687, p = 0.014) and male mice (t (21) = –3.595, p = 0.002), repeated anesthesia significantly

increased heart rate, versus a single anesthesia. In both sexes, oxygen saturation (female mice: t

(20) = 0.621, p = 0.542; male mice: t (21) = –0.053, p = 0.958) and respiratory rate (female

mice: t (20) = –1.211, p = 0.240; male mice: t (21) = –2.000, p = 0.59) did not differ between

single and repeated anesthesia. No sex differences in heart rate, oxygen saturation or respira-

tory rate were found.

Recovery period

Within the period of 20 min after the last anesthesia, repeated anesthesia significantly reduced

the number of grooming episodes (U (13, 13) = 26.000, p = 0.030) and the duration of activity

(t (19.907) = 2.116, p = 0.047) versus a single anesthesia in female mice (Table 4). By contrast,

Table 3. Vital parameters.

Group Heart rate (bpm) Oxygen saturation (%) Respiratory rate (brpm)

Single anesthesia ♀ (n = 9) 489.67 ± 31.65 98.51 ± 0.19 97.5 ± 15.12

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 530.27 ± 36.83* 98.46 ± 0.21 105.08 ± 11.90

Single anesthesia♂ (n = 10) 483.08 ± 32.24 98.49 ± 0.30 91.38 ± 15.93

Repeated anesthesia♂ (n = 13) 549.06 ± 50.52** 98.5 ± 0.25 98.37 ± 12.34

Data are given as mean ± standard deviation. bpm, beats per min; brpm, breaths per min. p values were calculated using unpaired Student t-test

* p < 0.05

** p < 0.01 versus single anesthesia. Due to malfunction of the pulse oximeter, 4 female mice and 3 male mice of the single anesthesia group had to be

excluded from statistics.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.t003

Table 4. Recovery period.

Group Number

of rearing1
Number

of grooming episodes1
Duration of resting1

[s]

Duration

of activity2

[s]

Latency to first

food intake1

[s]

Duration of food intake2

[s]

Single anesthesia ♀
(n = 9)

17 ±
12.11

33.67 ±
15.33

114.41 ± 185.61 581.41 ±
130.55

568.38 ±
265.18

296.15 ± 103.36

Repeated anesthesia ♀
(n = 13)

23.15 ± 25.98 19.62 ±
8.70*

122.72 ± 190.63 441.55 ±
179.38*

351.54 ±
196.50**

411.16 ± 192.19

Single anesthesia♂
(n = 10)

27.4 ±
24.85

22.7 ±
11.99

132.26 ± 201.10 673.29 ±
151.75

557.85 ±
124.11

221.09 ± 110.62

Repeated anesthesia♂
(n = 13)

30.08 ± 30.04 16.38 ±
7.86

63.72 ± 107.71 469.36 ±
111.13**

342.92 ±
129.69***

500.43 ± 130.20***

Data are given as mean ± standard deviation. Recovery period was defined as the time from first forward movement until 20 min after the last anesthesia.

Due to a malfunction of the camera, 4 female mice and 3 male mice of the single anesthesia group had to be excluded from the statistics. p values were

calculated using Mann-Whitney-U-Test1 or unpaired Student t-test2.

* p < 0.05

** p < 0.01

*** p < 0.001 versus a single anesthesia.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.t004
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in male mice, repeated anesthesia increased the duration of food intake (t (21) = –5.435, p<

0.001) and decreased the duration of activity (t (21) = 3.726, p = 0.001) versus a single anesthesia

(Table 4). Repeated anesthesia decreased the latency to the first food intake after the last anes-

thesia versus a single anesthesia in female mice (U (13, 13) = 31.500, p = 0.005) and male mice

(U (13, 13) = 17.000, p< 0.001) (Table 4). Male and female mice did not significantly differ.

MGS

30 min after last anesthesia, in female mice, both single (z = 3.467, p = 0.002) and repeated

anesthesia (z = 3.019, p = 0.008) caused significantly higher MGS difference scores versus

control (Fig 2A). At the following observation time point, 150 min after last anesthesia, the

MGS difference scores no longer differed between female groups (Chi2 = 0.967, p = 0.617).

No significant differences between male groups were observed either 30 min (Chi2 = 5.216,

p = 0.074) or 150 min (Chi2 = 0.964, p = 0.618) after the last anesthesia (Fig 2B). No sex differ-

ences were found.

Luxury behaviors

Burrowing behavior. The weight of removed food pellets from the burrow relative to ini-

tial weight [%] was calculated. In female (z = –2.507, p = 0.036; Fig 3A) and male (z = –2.604,

p = 0.028; Fig 3B) mice, repeated anesthesia significantly reduced the percentage of weight of

removed food pellets versus control. Sex differences were found for repeated anesthesia, when

female mice removed significantly less food pellets from the burrow than male mice (U (13,

13) = 151.000, p< 0.001).

Nest building behavior. Kruskal-Wallis-Analysis did not reveal any significant differ-

ences in the nest scores between female groups (values are mean ± standard deviation; control:

3.75 ± 1.47; single anesthesia: 4.58 ± 0.57; repeated anesthesia: 4.04 ± 1.09; Chi2 = 2.857,

p = 0.240) and male groups (control: 4.36 ± 1.11; single anesthesia: 4.00 ± 0.91; repeated anes-

thesia: 4.27 ± 0.53; Chi2 = 2.076, p = 0.354), respectively. No sex differences were detected.

Home cage activity

One day after the last anesthesia, the AUC [impulses2/(10 min)2] neither significantly differed

between female groups (values are mean ± standard deviation; single anesthesia: 7.4 ± 4.1 M;

Fig 2. Mouse Grimace Scale difference scores at 30 min and 150 min after last anesthesia. MGS, Mouse Grimace Scale.

Data are mean ± standard error. p values were calculated using Kruskal-Wallis-Test: ** p < 0.01. (A) Control ♀: n = 6, single

anesthesia ♀: n = 9, repeated anesthesia ♀: n = 13; 4 mice of the single anesthesia group were excluded from statistics because of

technical malfunction of the camera. (B) Control♂: n = 6, single anesthesia♂: n = 10, repeated anesthesia♂: n = 13; 3 mice of the

single anesthesia group and 1 control mouse were excluded from statistics because of technical malfunction of the camera.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.g002
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repeated anesthesia: 7. 4 ± 3. 8 M; control: 8. 8 ± 2.7 M; Chi2 = 1.396, p = 0.498, Kruskal-Wal-

lis-Test) nor between male groups (single anesthesia: 6.8 M ± 2.6 M; repeated anesthesia:

4.8 ± 1.9 M; control: 5.5 ± 1.8 M; Chi2 = 5.230, p = 0.073, Kruskal-Wallis-Test). The Mann-

Whitney-U-Test revealed that control female mice moved significantly more than control

male mice (U (6, 7) = 6.000, p = 0.035, Mann-Whitney-U-Test).

Free exploratory paradigm

Within the test period of 10 min, all mice explored the cage top. Kruskal-Wallis-Analysis

revealed that, in female mice, repeated anesthesia significantly increased the latency to explore

the cage top on the first day after anesthesia in comparison to control (z = 2.956, p = 0.009)

and single anesthesia (z = –3.535, p = 0.001) (Fig 4A). 8 days after the last anesthesia, the

latency to explore did no longer differ between female groups (Chi2 = 0.652, p = 0.722).

In male mice, the Kruskal-Wallis-Test revealed no significant differences in the latency to

explore neither at 1 day (Chi2 = 2.525, p = 0.283) nor at 8 days (Chi2 = 3.404, p = 0.182) after

last the anesthesia (Fig 4B).

Sex differences were found in the latency to explore. 1 day after the last anesthesia, in female

control mice, the latency to explore was significantly shorter than in male control mice (U (6,

7) = 38.000, p = 0.014, Mann–Whitney-U-Test). 8 days after the last anesthesia, female mice

given single anesthesia explored the gridded cage top significantly earlier than their male coun-

terparts (U (13, 13) = 130.000, p = 0.019, Mann-Whitney-U-Test).

Rotarod test

2 days after the last anesthesia, there were no differences in the rotarod performance in female

groups (latency to fall given as mean ± standard deviation [s]; control: 285.17 ± 23.034; single

anesthesia: 271.62 ± 60.98; repeated anesthesia: 297.17 ± 9.82; Chi2 = 3.227, p = 0.199, Kruskal-

Wallis-Test) or male groups (control: 242.43 ± 86.32; single anesthesia: 250.92 ± 54.19; re-

peated anesthesia: 213.08 ± 101.74; Chi2 = 0.878, p = 0.645, Kruskal-Wallis-Test).

Fig 3. Burrowing behavior in the immediate postanesthetic period. Data are means ± standard error. p values were calculated using Kruskal-

Wallis-Test: * p < 0.05. (A) Control ♀: n = 6, single anesthesia ♀: n = 9, repeated anesthesia ♀: n = 13; 4 mice of the single anesthesia group were

excluded from statistics because of technical malfunctions of the scale. (B) Control♂: n = 6, single anesthesia♂: n = 10, repeated anesthesia♂:

n = 13; 3 mice of the single anesthesia group and 1 control mouse were excluded from statistics because of technical malfunction of the scale.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.g003
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The Mann-Whitney-U-Test revealed sex differences in mice with repeated anesthesia: the

latency to fall was significantly higher in female mice (U (13, 13) = 29.000, p = 0.007).

Food intake and body weight

Food intake. One day after the last anesthesia, female mice given repeated anesthesia con-

sumed significantly less food than female mice given single anesthesia (F (2, 29) = 3.457,

p = 0.047) (Table 5). 8 days after the last anesthesia, female mice given repeated anesthesia con-

sumed significantly more food than female controls (F (2, 29) = 9,965, p = 0.012) and female

mice with a single anesthesia (F (2, 29) = 9,965, p = 0.001). In male mice, no significant differ-

ences in food intake between the groups were found at day 1 (F (2, 30) = 0.238, p = 0.79) and

day 8 (F (2, 30) = 1.593, p = 0.22) after the last anesthesia.

Fig 4. Latency to explore in the free exploratory paradigm for trait anxiety-related and exploratory behavior. Latency to

explore [s]; data are means ± standard error; p values were calculated using the Kruskal-Wallis-Test: ** p < 0.01 versus repeated

anesthesia. (A) Control ♀: n = 6, single anesthesia ♀: n = 13, repeated anesthesia ♀: n = 13. (B) Control ♂: n = 7, single anesthesia

♂: n = 13, repeated anesthesia♂: n = 13.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.g004

Table 5. Food intake.

Group Food Intake

[g/g body weight]

1 day after last anesthesia 8 days after last anesthesia

Control ♀ (n = 6) 0.22 ± 0.03 0.21 ± 0.02

Single anesthesia ♀ (n = 13) 0.23 ± 0.05## 0.2 ± 0.03

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 0.18 ± 0.06* 0.26 ± 0.04**, +, ###

Control♂ (n = 7) 0.18 ± 0.06 0.19 ± 0.02

Single anesthesia♂ (n = 13) 0.18 ± 0.03 0.21 ± 0.03

Repeated anesthesia♂ (n = 13) 0.19 ± 0.03 0.20 ± 0.03

Data are given as mean ± standard deviation. p values were calculated using ONEWAY ANOVA (post hoc Tukey-HSD)

* p < 0.05

** p < 0.01 versus single anesthesia
+ p < 0.05; versus control. p values were calculated using Student t-Test
## p < 0.01
### p < 0.001 versus ♂.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.t005
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Sex differences existed in food intake at 1 day after the last anesthesia, when male mice

given a single anesthesia consumed significantly less food (t (19.449) = 3.224, p = 0.004) than

female mice given a single anesthesia; 8 days after the last anesthesia, male mice given repeated

anesthesia ingested significantly less food (t (24) = 4.518, p< 0.001) than female mice given

repeated anesthesia.

Body weight. The body weight was analyzed by performing repeated measures ANOVA

with group as between-subject factor. Tests of within-subject comparison indicated that the

group (females: F = 0.841, p = 0.538; males: F = 1.134, p = 0.35) had no effect on the course of

body weight, but there was a significant time effect in female mice (females: F = 7.863, p<

0.001; males: F = 1.879, p = 0.153) (Fig 5). Pairwise comparisons revealed that the body weight

of female mice was significantly higher at day 14 compared to day 0 (p = 0.013), 2 (p< 0.001),

and 9 (p = 0.004) after the last anesthesia, and higher at day 9 compared to day 2 (p = 0.013)

after the last anesthesia.

Corticosterone

The percentage change of both FCM (female groups: Chi2 = 4.261, p = 0.119; male groups:

Chi2 = 2.119, p = 0.347; Kruskal-Wallis-Test) and hair corticosterone (female groups: Chi2 =

2.228, p = 0.328; male groups: Chi2 = 0.689, p = 0.709; Kruskal-Wallis-Test) did not significantly

differ in female and male groups, respectively (Table 6). No sex differences were observed.

Fig 5. Course of body weight. Data are means ± standard error. (A) Control ♀: n = 6, single anesthesia ♀:

n = 13, repeated anesthesia ♀: n = 13. (B) Control♂: n = 7, single anesthesia♂: n = 13, repeated anesthesia

♂: n = 13. p values were calculated using repeated measures ANOVA with group as between-subject factor: *
p < 0.05, ** p < 0.01, *** p < 0.001 versus 14 days after the last anesthesia; # p < 0.05 versus 9 days after the

last anesthesia.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.g005
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Discussion

Within the scope of refinement, the goal of this study was to compare the effects of repeated

with single isoflurane anesthesia on the well-being of adult C57BL/6JRj mice, in order to assess

the severity of repeated isoflurane anesthesia. Well-being and distress were assessed by a

behavioral test battery, the measurement of body weight, and non-invasive analysis of stress

hormones in feces and fur. The behavioral test battery included a broad range of parameters,

i.e. luxury behavior, the MGS, food intake, anxiety-related behavior, and motor activity. More-

over, the process of anesthesia was monitored, e.g. phases of anesthesia, motor effects, and

vital parameters.

The main findings of the present study are that, depending on the sex, repeated isoflurane

anesthesia caused short-term effects in a test of anxiety-related behavior, on the MGS, on bur-

rowing behavior, and, with some caution, on food intake. Effects in the free exploratory para-

digm were clear since mice with repeated anesthesia showed significantly higher anxiety-

related behavior versus mice with single anesthesia and controls. The MGS indicated a differ-

ence between both repeated and single anesthesia versus control, though, no difference

between single and repeated anesthesia. Effects on food intake were only seen between single

and repeated anesthesia, but not in comparison to control. Burrowing behavior following

repeated anesthesia was only decreased in comparison to control, but not when compared to

single anesthesia. Interestingly, repeated anesthesia also causes an increase in excitations dur-

ing induction compared to single anesthesia. Overall, our findings suggest that repeated iso-

flurane anesthesia had a slightly stronger impact on the stress level and the well-being of mice,

especially of female mice, than single isoflurane anesthesia. Well-being seemed to be stabilized

at day 8 after the last anesthesia, at the latest, indicated by the free exploratory paradigm.

In the free exploratory paradigm, all mice, independently from the group, explored the cage

top. However, the latency to explore was higher in females, but not in males following repeated

isoflurane anesthesia, suggesting a higher anxiety level. Our results are supported by observa-

tions of higher anxiety levels in female C57BL/6 mice in the elevated plus maze, a test for state

anxiety [32]. A reason for the sex dependent effect may lie in the higher hypothalamic-pitui-

tary-adrenal (HPA) axis activity and corticosterone release found in female rodents at baseline

[33], in response to stress insults [34] and isoflurane exposure [35] compared to male rodents.

Stress activates the HPA axis and increases glucocorticoid secretion. Glucocorticoids in turn

activate retrograde endocannabinoid signaling to GABAergic (type A γ-aminobutyric acid)

neurons and, hence, suppress synaptic inhibition [36, 37]. This mechanism increases excitabil-

ity of neurons in the basolateral nucleus of the amygdala (BLA), which are implicated in anxi-

ety-related behavior [37]. However, according to Long II et al., the GABAergic activity is

increased in the BLA of rats after repeated isoflurane anesthesia, which is not compatible with

elevated anxiety-related behavior [38].

Table 6. Fecal corticosterone metabolites (FCM) and hair corticosterone.

Group FCM [%] Hair corticosterone [%]

Control ♀ (n = 6) 82.38 ± 31.36 73.43 ± 14.89

Single anesthesia ♀ (n = 13) 115.54 ± 36.18 81.43 ± 29.75

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 102.3 ± 50.14 91.34 ± 29.72

Control♂ (n = 7) 100.8 ± 20.80 96.25 ± 24.32

Single anesthesia♂ (n = 13) 117.97 ± 25.97 101.5 ± 50.50

Repeated anesthesia♂ (n = 13) 151.11 ± 89.31 89.5 ± 23.91

Data are given as mean ± standard deviation. The percentage change relative to baseline value was calculated. FCM, fecal corticosterone metabolites.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0179588.t006
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Besides glucocorticoids, sexual hormones can also be responsible for the higher anxiety

level in females. Both sexual hormones and stress hormones influence the 5-HT1A receptor,

which plays an important role in modulating anxiety-related behavior [39] and coping with

stressful situations [40]. Pieces of evidence suggest that isoflurane influences the functional

state of the 5-HT1A receptor in male marmosets [41] and hippocampal 5-HT1A receptor

binding in male rats at high concentrations [42]. The 5-HT1A receptor underlies sex differ-

ences with higher 5-HT1A receptor binding in female compared to male mice in particular

brain regions (basolateral amygdala, claustrum, median raphe nucleus) [43]. In rats, estradiol

suppresses 5-HT1A receptor signaling [44] and corticosterone decreases 5-HT1A mRNA in

the dentate gyrus [45]. Accordingly, we hypothesized that isoflurane exposure might result in

different changes of 5-HT1A receptor binding in females due to the higher estradiol and corti-

costerone levels, which may explain the higher anxiety levels found in female mice of our

study. Moreover, in males, isoflurane inhibits 5-HT uptake in a noncompetitive manner [42],

decreases extracellular 5-HT in the mouse hippocampus [46] and decreases 5-HT release in

the rat frontal cortex [47]. Since Rex et al. demonstrated a relationship between anxiety-related

behavior and 5-HT release in the ventral hippocampus [48], it would be of particular interest

to compare the effects of isoflurane on the brain 5-HT levels in females and males.

We applied the MGS at 30 min and 150 min after the last anesthesia, which allows us to ana-

lyze the sole impact of anesthesia and not the pharmacological effects of isoflurane. This is

based on the knowledge that only 0.2% of isoflurane is metabolized. Isoflurane is eliminated

from the brain of rabbits according to the pharmacokinetic two-compartment model with

half-lives of 26 min and 174 min [49]. Since the metabolism is faster in mice than rabbits, we

assumed that at 30 min and 150 min after anesthesia, most of the inhaled isoflurane was already

eliminated from the body so that any pharmacological effects of isoflurane on the behavior of

mice and the MGS could be excluded. Both single and repeated isoflurane anesthesia caused a

short-term mild increase of the MGS difference scores in the immediate postanesthetic period

indicating that repeated anesthesia did not augment the effect of a single application. However,

this effect was statistically significant in female mice only, which indicated, that especially the

well-being of female C57BL/6JRj mice seemed to be affected by the exposure to isoflurane. Our

findings are in line with Miller and Leach revealing that, 30 min after a single isoflurane anes-

thesia of 10 min, the MGS is increased in CBA mice [50]. There is only little data available inves-

tigating the impact of repeated anesthesia on the Grimace Scale. A recent study by Miller et al.

[51] shows that in male rats, the Grimace Scale scores recorded after anesthesia are increased

when the rats are repeatedly anesthetized with isoflurane (12 min over a 4-day period). Our

study is the first to show a comparable effect in mice. We could demonstrate that 150 min after

a single or the last anesthesia, at the latest, the MGS difference scores return to control level.

The increase of MGS scores may be due to the noxious stimulus of isoflurane. Its smell is

described as pungent [52] and the inhalation of 2.3% isoflurane evokes coughing, burning, irri-

tation, and other discomfort in humans [53]. Similar responses can be expected in mice. It is

possible that nociceptive ion channels, transient receptor potential ankirin 1 (TRPA1) and

vanilloid 1 (TRPV1), which are activated by isoflurane, enhance the noxious stimulus of iso-

flurane and potentiate neurogenic inflammation and pain [54]. The sexual dimorphism found

in the MGS with significant higher scores in females, but not in males after both single and

repeated isoflurane anesthesia versus control may be explained by sex differences in pain noci-

ception as demonstrated by Sorge et al [55]. Overall, the results of the MGS indicate that both

single and repeated isoflurane anesthesia impaired well-being, especially, of female C57BL/

6JRj mice in the immediate postanesthetic period. We suggest that the impact on well-being

can be rated as mild since the MGS difference scores after anesthesia remained < 1 and no sig-

nificant differences between a single and repeated isoflurane anesthesia were found.
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The display of luxury behavior like burrowing and nest building behavior serves as an indi-

cator of well-being in mice [23]. In our study, repeated isoflurane anesthesia reduced burrow-

ing behavior versus controls in mice of both sexes, which was more pronounced in females.

However, because of the lack of a significant difference between single and repeated anesthesia,

this effect was only weak. Accordingly, repeated anesthesia slightly negatively affected well-

being in mice of both sexes during the immediate postanesthetic period. This observation is in

line with the work of Jirkof et al. with sevoflurane [24]. However, in contrast to Jirkof et al.

[56], who described a reduction of nest building behavior following a short mono-anesthesia

with sevoflurane, nest building behavior was not affected in our study. One reason for the dis-

crepancy could be that Jirkof et al. applied a different nest complexity scoring as they carried

out the scoring already 9 hours after anesthesia, i.e. at the end of the light period. We decided

to score the nests not before 14 hours after the last anesthesia, i.e. in the morning of the follow-

ing day after the dark period, according to the protocol by Deacon [25]. Therefore, we believe

that mice had more time to build complex nests, since high nest scores are achieved especially

at the end of the dark phase [56].

Food intake and body weight are useful as non-invasive parameters to assess postoperative

distress, well-being as well as appetite in mice. Although mice do not vomit, they can suffer

from postoperative nausea, which was proven to be triggered by sevoflurane in mice [57].

Whereas neither single nor repeated anesthesia had a significant effect on the course of body

weight in mice of both sexes, female mice showed a marginally decreased food intake 1 day

after the last repeated anesthesia, but 8 days afterwards a slightly increased feeding behavior,

maybe as some kind of compensation mechanism. This is underlined by the fact that female

mice did not significantly lose, but put on weight over time. In accordance to our results,

Jacobsen et al. found no change in body weight but, across days, a significant change in food

intake of mice that underwent isoflurane anesthesia with or without vasectomy [58]. Hence,

analysis of food intake and body weight indicated no impairment of the well-being of male

mice, but short-term mild impairment of the well-being of female mice. Differences in food

intake between mice with a single anesthesia and mice with repeated anesthesia are result of

slightly different effects compared to control.

Both single and repeated isoflurane anesthesia did not increase hair corticosterone levels,

independent from sex. Hair corticosterone was described as a retrospective biomarker to reli-

ably reflect long-term HPA axis activity in humans [59], but also in rodents [60]. Whereas our

anesthesia protocol did not elevate hair corticosterone levels, other studies have proven the

association of a stress insult and an increase in hair corticosterone concentration in mice, e.g.

social defeat [61] and social instability [62]. Taking the effects of these stress insults on hair

corticosterone into account, our anesthesia protocol did not seem to cause chronic stress.

Similar to hair corticosterone, neither single nor repeated isoflurane anesthesia elevated

FCM in both female and male mice. The same method of FCM analysis has been previously

utilized in mice and a correlation between an increase in FCM levels and various stressors was

found (e.g. train-induced vibrations [63], oral gavage [64], and blood sampling [65]). The peak

of the fecal corticosterone metabolite level is reached 8–10 h after a stressor depending on the

intestinal transit time from duodenum to rectum, which is influenced by the activity of the

mice [29]. Since neither single nor repeated isoflurane anesthesia decreased the home cage

activity during the dark period following the last anesthesia, we assumed that the peak was not

delayed. In order to prevent any influence of the expressed circadian rhythm on the excretion

of FCM [30], samples were collected over a period of 24 h, i.e. all dry fecal pellets were col-

lected. Overall, especially our FCM results, but also the lack of an increase in hair corticoste-

rone levels indicate that our anesthesia protocols did not cause an expressed HPA axis
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response in the 24-hour postanesthetic period and later on. However, for future studies, it

would be of interest to analyze the momentary stress by blood sampling.

The analysis of the anesthesia phases revealed that repeated anesthesia prolonged the dura-

tion of induction in mice of both sexes and increased excitations. Li et al. [66] reported that

isoflurane caused airway irritation and neurogenic constriction by the activation TRPA1 chan-

nels, which impaired respiratory function and prolonged the duration of induction. The acti-

vation of TRPA1 channels may have been enhanced by repeated isoflurane anesthesia with

prolongation of induction. However, future studies are necessary to clarify this hypothesis. In

mice of both sexes, repeated isoflurane anesthesia increased the heart rate. This may be

explained by the observation that repeated exposure to isoflurane is more aversive than initial

exposure, which might have led to an elevated arousal in mice [7] and, subsequently, an

increase in heart rate. The increase in heart rate and duration of induction may indicate that

mice developed a reduced sensitivity to isoflurane due to re-exposure, which was already

reported for other volatile anesthetics [67]. Since prolonged exposure to both isoflurane or

diazepam reduces sensitivity to isoflurane due to the cross-sensitivity [68], both agents are sug-

gested to act via the GABAA receptor, the major inhibitory neurotransmitter receptors [69].

Therefore, the GABAA receptor may play a central role in the development of a reduced sensi-

tivity to isoflurane. Further investigation is needed regarding the subunit involved, e.g. via

knock-in/knock-out mice [70].

The behavioral test battery was feasible for the assessment of well-being in the postanes-

thetic period, although the analysis of stress hormones in feces and fur seemed to be unsuitable

for measuring postanesthetic stress. With the objective of refinement, we assume that our

behavioral test battery will also be useful to investigate the influence of other procedures per-

formed in animal experimentation.

Conclusion

Repeated isoflurane anesthesia caused short-term mild distress and reduced well-being mainly

in the immediate postanesthetic period. Regarding our anesthesia protocol, repeated isoflurane

anesthesia in C57BL/6JRj mice can be classified as mild. However, sex differences have to be

taken into account, as the well-being of female mice seems to be more affected by isoflurane

anesthesia.

Within the mild severity category, depending on the sex, repeated isoflurane anesthesia

ranks higher than single isoflurane anesthesia. The findings of the present study should be

known, when the overall severity level of an animal experiment is estimated by adding the

severity levels of all procedures being performed in the course of an experiment, which

includes repeated isoflurane anesthesia.
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Abstract

Within the scope of the 3Rs of Russel and Burch, the number of laboratory animals can be

reduced by repeated use of an animal. This strategy only becomes relevant, if the total

amount of pain, distress or harm the individual animal experiences does not exceed the

severity of a single manipulation. For example, when using imaging techniques, an animal

can be examined several times during a study, but it has to be anesthetized each time imag-

ing is performed. The severity of anesthesia is thought to be mild according to the Directive

2010/63/EU. However, the Directive does not differentiate between single and repeated

anesthesia, although repeated anesthesia may have a greater impact on well-being. Hence,

we compared the impact of single and repeated anesthesia (six times at an interval of three

to four days) by injection of ketamine and xylazine (KX) on the well-being of adult female

and male C57BL/6JRj mice. After anesthesia, well-being of mice was assessed according

to a protocol for systematic assessment of well-being including nesting, the Mouse Grimace

Scale (MGS), a test for trait anxiety, home cage activity, and the rotarod test for motor activ-

ity, food intake, and body weight, as well as corticosterone (metabolite) analysis. Repeated

anesthesia increased the MGS in mice of both sexes and caused short-term effects on well-

being of female mice in the immediate post-anesthetic period, indicated by longer lasting

effects on trait anxiety-related behavior. However, corticosterone metabolite concentrations

suggested that mice habituated to the stress induced by repeated KX administration.

Hence, the mildly negative effects on well-being of repeated KX anesthesia do not seem to

accumulate over time using the respective regimen. However, further observations for

severity classification are warranted in order to more specifically determine the duration of

mild distress and trait anxiety.
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Introduction

The EU Directive 2010/63 “represents an important step towards achieving” the ultimate goal

to phase out all animal experimentation [1]. At the same time, the Directive acknowledges

that, for the time being, animal experiments are still necessary to protect human and animal

health and to maintain an intact environment. Therefore, the Directive aims at improving the

welfare of those animals which are still necessary to be used and at firmly anchoring the 3Rs

(replace, reduce, refine) of Russel and Burch (1959) in the EU legislation. The Directive stipu-

lates the application of the 3Rs in total [2], i.e. not only to replace animal experiments, but also

to reduce the number of animals and to refine the animal experiments which are still

indispensable.

One strategy to reduce the total animal number is their repeated use in the course of an

experiment. This approach has been applied, for example, in studies including imaging tech-

niques [3]. The great benefit of imaging studies with respect to animal welfare is their non-

invasiveness, although tracer injection may be required prior to imaging. Instead of euthaniz-

ing several animals at different time points for further investigations, an animal can be exam-

ined several times over the course of an experiment and, thus, serves as its own control.

Thereby, the progress of diseases can be monitored in one single animal. However, in terms of

the 3Rs, the advantage of repeated animal use only becomes relevant if the total amount of

pain, distress, and harm the single animal experiences does not accumulate and, hence, exceed

the degree of severity of each single manipulation. Therefore, the reduction of the animal num-

ber for a project should not be performed on the expense of the well-being of a single animal.

Balancing those values has to be carried out for each individual procedure.

In imaging studies, animals are generally anesthetized to avoid movement-associated arti-

facts. Hence, animals exposed to an imaging procedure several times will be repeatedly anes-

thetized. According to Annex VIII of the EU Directive 2010/63, anesthesia is generally

classified as mild (i.e. anesthesia is likely to cause short-term mild pain, suffering or distress).

However, the Directive does not distinguish between single and repeated anesthesia.

We previously showed in C57BL/6JRj mice that repeated exposure to isoflurane, the most

commonly used volatile anesthetic in laboratory rodents, caused slightly more distress and

impaired well-being predominantly in the immediate post-anesthetic period [4]. The advan-

tages of volatile anesthetics over injectables are an enhanced controllability, since they are

excreted by the lung and undergo almost no metabolization [5]. However, anesthesia with

inhalant gases requires specific equipment, which can interfere with the experiment, e.g. when

procedures are performed in a biological safety cabinet in barrier facilities [6–8]. Furthermore,

the use of inhalation anesthesia may interfere with the study design or objective. If volatile

anesthetics cannot be applied, injection anesthesia, such as the combination of ketamine and

xylazine, is predominantly used in mice and rats [9].

Ketamine is an N-methyl-D-aspartate (NMDA) receptor antagonist and induces a dissocia-

tive anesthetic state, calaleptic sedation, and analgesia [10–13]. High dose rates are required to

achieve surgical tolerance, which can be accompanied by undesirable effects such as high skel-

etal muscle tonus, sustained laryngeal and pharyngeal reflexes, salivary and bronchial secre-

tions, as well as the risk of respiratory depression or arrest. Moreover, the cardiovascular

system is stimulated [10–13]. In the recovery period, hallucinations can occur [10]. Ketamine

disturbs the circadian rhythm [14] and has antidepressant-like properties [15], although long-

term administration of ketamine can result in sex-dependent effects on anxiety-related behav-

ior [16]. For anesthesia, ketamine is combined with an α2-adrenergic agonist such as xylazine,

which provides sedation, mild to moderate analgesia, and muscle relaxation [9, 10]. Undesir-

able effects of xylazine are cardiovascular and respiratory depression [9, 10], hyperglycemia
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[17], and marked diuresis [18]. The properties of ketamine and xylazine (KX) complement

each other well. The KX combination achieves surgical tolerance, reduces the high ketamine-

induced skeletal muscle tonus, and diminishes its stimulation of the cardiovascular system.

However, KX also causes hypotension and hypoventilation [10, 19].

The main advantage of injectable anesthetics is that no extra equipment is required [20].

However, due to the high distribution and metabolization of KX, recovery takes longer than

that from volatile anesthetics [5, 21, 22]. Furthermore, the procedure of KX anesthesia includes

restraining and injection stress, which in turn can influence the well-being of mice [23]. Due

to the different pharmacologic properties and route of administration, the severity degree of

repeated anesthesia with injectable drugs such as KX may differ from that induced by volatiles

like isoflurane. Little is known about the effects of repeated KX administration on well-being

and stress levels in mice. A single intraperitoneal injection can cause short-term mild pain, dis-

tress, and tissue damage [24, 25] which may potentiate over a series of injections. Post-anes-

thetic distress can lead to loss of body weight [26–28] and an elevated hypothalamic-pituitary-

adrenal (HPA) axis activity [29]. Moreover, if mice are repeatedly anesthetized with KX during

early development, motor learning and learning-dependent dendritic spine plasticity will be

impaired later in life [30]. Physiological parameters such as heart rate and blood pressure are

not affected compared to a single KX anesthesia. However, repeated KX anesthesia reduces

sleeping time and can fail to induce surgical tolerance in rats [28, 31]. Although these findings

point towards increased distress and reduced well-being in mice after repeated KX anesthesia,

a systematic assessment of well-being is still lacking.

Hence, the aim of this study was to analyze the impact of repeated KX anesthesia on well-

being and distress compared to single KX exposure using adult female and male C57BL/6JRj

mice. We adapted our protocol of systematic well-being assessment for procedures using gen-

eral anesthesia [32], which we had previously used for severity classification of repeated iso-

flurane anesthesia in mice [4]. In the present study, we combined behavioral observations of

facial expression using the Mouse Grimace Scale (MGS), nest building, anxiety related-behav-

ior, and activity with quantitative measures such as body weight, food intake, and stress hor-

mone (metabolite) levels in feces and hair. Furthermore, phases of anesthesia and vital

parameters were recorded. The insights of our investigation shall contribute to the refinement

of anesthesia in laboratory mice.

Methods

Ethics statement

The study was performed according to the guidelines of the German Animal Welfare Act and

the Directive 2010/63/EU for the protection of animals used for scientific purposes. Mainte-

nance of mice and all animal experimentation were approved by the Berlin State Authority

(“Landesamt für Gesundheit und Soziales”, permit number: G0053/15). Sample size calcula-

tion (primary outcome measure: effect of the anesthesia regime on fecal corticosterone metab-

olites) was performed to determine the number of animals necessary, as described previously

[32]: n� 2 × (s/μ1- μ2)2 × (zα + zβ)
2; μ1- μ2 refers to the difference between population, i.e. at

which power and sample size calculations are performed (α = 5%, β = 80%); zα = 1.96 and zβ =

0.84 are the quantiles of the standard normal distribution.

Following refinement measures were executed: animals were closely monitored after anes-

thesia. For group-housed mice (i.e. females), the duration of single housing required to mea-

sure specific parameters, i.e. nest building, home cage activity, food intake, and fecal

corticosterone metabolites (FCM), was kept to a minimum. After the experiment, female mice

were rehomed and male mice were used for educational purposes.
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Animals and handling methods

A total number of 33 adult female and 31 adult male C57BL/6JRj mice obtained from Janvier

Labs (Saint-Berthevin Cedex, France) at 10–13 weeks of age were used. This strain was chosen

since C57BL/6JRj mice are the most commonly used laboratory mice. The mice were assigned

to six study groups by simple randomisation: control ♀ (n = 7), control ♂ (n = 6), single anes-

thesia ♀ (n = 13), single anesthesia ♂ (n = 13), repeated anesthesia ♀ (n = 13), repeated anesthe-

sia ♂ (n = 12; one mouse had to be euthanized due to respiratory depression after the sixth

anesthesia). Female mice were group-housed with three to five mice in Makrolon type IV

cages (55 × 33 × 20 cm). Male mice had to be single-housed in Makrolon type III cages

(42 × 26 × 15 cm) during the entire study due to aggressive behavior toward conspecifics. The

cages contained fine wooden bedding material (LIGNOCEL1 3–4 S, J. Rettenmaier & Söhne

GmbH + Co. KG, Rosenberg, Germany) and nestlets (Ancare, UK agents, Lillico, United

Kingdom). A red plastic house (length: 100 mm, width: 90 mm, height: 55 mm; ZOONLAB

GmbH, Castrop-Rauxel, Germany) and metal tunnels (length: 125 mm, diameter: 50 mm; one

tunnel in Makrolon type III cages, two tunnels in Makrolon type IV cages) were provided as

cage enrichment. The animals were maintained under standard conditions (room tempera-

ture: 22 ± 2˚C; relative humidity: 55 ± 10%) on a light:dark cycle of 12:12 h of artificial light

with a 5 min twilight transition phase (lights on from 6:00 a.m. to 6:00 p.m.). The mice were

fed pelleted mouse diet ad libitum (Ssniff rat/mouse maintenance, Spezialdiäten GmbH, Soest,

Germany) and had free access to tap water.

In order to prevent influence due to stress caused by male persons, both the technician and

veterinarian were female [33]. One week prior to experiments, the mice were habituated to

handling by combined tunnel and cup handling. The mice were carefully caught in a tunnel

belonging to the standard enrichment and then transferred to the experimenter’s hands. This

method is known to cause less anxiety than picking up by the tail [34].

Test schedule

In the following section, the test schedule is described in brief. Detailed information on materi-

als and methods can be found in the respective sections. The test schedule was adapted from

our previous study [4, 32] and is outlined in Fig 1. In the beginning of the experiment, photos

for the baseline MGS scores were taken and samples for both baseline values of FCM and hair

corticosterone were collected.

Anesthesia was performed as follows: mice in the single anesthesia-group were anesthetized

once with a single KX injection, whereas mice in the repeated anesthesia-group were anesthe-

tized six times at three to four day intervals over a period of three weeks.

After KX administration, the onset of the righting reflex loss was recorded and the pedal

withdrawal reflex of the front and hind paws as well as the lid reflex were tested every min.

After the pedal withdrawal reflexes were lost, all reflexes were monitored every 10 min and

vital parameters (i.e. heart rate, oxygen saturation, respiratory rate, and body temperature)

were carefully monitored and recorded every 20 min. The end of anesthesia was defined as the

time point at which the first forward movement was observed. Mice received only one dose of

KX–even if they did not reach surgical tolerance. When mice showed constant forward move-

ments for about two to three min, they were transferred to a custom-made glass box (22 × 29 ×
39 cm, consisting of three white walls and one clear wall, with 0.5 cm bedding material includ-

ing soiled bedding) and their behavior was monitored for 20 min. Photographs of the mouse

faces for the MGS were taken at 150 min after awakening. Afterwards, all mice were trans-

ferred into a new Makrolon type III cage and single-housed for a period of 24 h, allowing for

food intake measurement and collection of fecal samples for FCM analysis. Moreover, home

Repeated ketamine-xylazine anesthesia and distress

PLOS ONE | https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559 September 19, 2018 4 / 24

Impact of repeated anesthesia with ketamine and xylazine  
on the well-being of C57BL/6JRj mice 

64 



cage activity was recorded for 12 h during the dark period and nest building was evaluated in

the morning of the following day. Measurement of food intake and FCM analyses were

repeated one week later. In order to observe a change in anxiety-related and exploratory

behavior over time, the free exploratory paradigm was performed at day 1, 8, and 13 after the

last anesthesia. Two days after the last anesthesia, the rotarod test for motor coordination and

balance was conducted and another photograph for the MGS was taken. At the end of the

experiment, a sample of regrown hair was collected from the same area from which a hair sam-

ple for corticosterone measurement had been taken prior to the study. Mice were weighed reg-

ularly during the entire study period.

Anesthesia

Anesthesia protocol. A stock solution was prepared in a syringe including 160 μL Keta-

vet1 100 mg/mL (Zoetis Deutschland GmbH, Berlin, Germany), 160 μL Rompun1 2%

(Bayer Vital GmbH, Leverkusen, Germany), and 1680 μL physiologic saline solution. A dosage

of 80 mg/kg ketamine and 16 mg/kg xylazine [35], warmed to body temperature, was adminis-

tered intraperitoneally at a volume of 10 μL/g body weight using 27 Gauge needles. Sites of

injection were alternated to prevent tissue damage [36]. After the administration of KX, the

mouse was transferred to a Makrolon Typ III cage, which was placed on a heating pad. When

Fig 1. Flow chart of the test schedule. + Duration of resting [s], duration of locomotion [s], number of falls [n], and

duration of episodes of rapid jerky dorsal-ventral head movements [s]; an.: anesthesia. This figure has been modified

from Hohlbaum et al. [4, 32].

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.g001
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the mouse lost its righting reflex, it was laid in abdominal position on a heating pad and, subse-

quently, the loss of pedal withdrawal reflex of both front and hind paws as well as lid reflex was

carefully monitored. Artificial tears (Artelac1 Splash MDO1, Bausch & Lomb GmbH, Ber-

lin, Germany) were administered to both eyes to protect them from drying out.

Control mice did not receive any treatment since we intended to investigate the impact of

the entire KX injection anesthesia procedure, also including restraint and injection besides

pharmacological effects. If control mice had received an injection of sodium chloride, we

could have only examined the pharmacological effect of KX, which was not the main focus of

this study.

Anesthesia phases. Anesthesia was divided in five anesthetic stages [37]: 1) induction of

anesthesia starting with injection of KX and ending with the loss of righting reflex. 2) Non-sur-

gical-tolerance was defined as the time from loss of righting reflex to loss of pedal withdrawal

and lid reflex. 3) Surgical tolerance began with the loss of all reflexes examined and ended with

the regain of pedal withdrawal reflex (during surgical tolerance, reflexes were tested every 10

min and the time of regaining the pedal withdrawal reflex was noted). 4) Then, the wake-up

period followed (after the first reflex was regained, reflexes were tested approximately every 2

min) and ended after the first forward movement (latency to the first forward movement after

anesthesia [s]). 5) The recovery period was defined as the time during which mice showed con-

stant forward movements for about 2–3 min until 20 min after anesthesia.

Vital parameters. During anesthesia, vital parameters (respiratory rate, heart rate, oxygen

saturation, and body temperature) were carefully monitored at 20 min and 40 min after injec-

tion. Respiratory rate was counted for 15 sec and calculated for 1 min [breaths per min]. A

pulse oximeter (MouseOx, STARR Life Sciences1 Corp., Oakmont, PA, USA), attached to the

shaved left hind leg, was used to measure heart rate [beats per min] and oxygen saturation [%].

Body temperature was measured using a rectal probe.

Recovery period

The mice were video-recorded for 20 min after the first forward movement in the custom-

made photography cube. Duration of resting (no movement of the limbs and the head) [s],

duration of locomotion [s], number of falls (while walking the mouse loses balance and falls

on its left or right side; falls are defined as a pattern of ataxic gait [38]) [n], and duration of epi-

sodes of rapid jerky dorsal-ventral head movements [s] with the body remaining stationary

(these movements can be defined as stereotypic behavior [39]) were manually measured with

ethological analyses software (Etholog version 2.2.5 [40]).

Behavioral parameters and stress hormone (metabolite) analyses

The MGS, nest building, home cage activity during the dark period, the free exploratory para-

digm for trait anxiety related behavior, the rotarod test for motor coordination and balance,

food intake/body weight, FCM concentrations for acute stress during the 24-h post-anesthetic

period, and hair corticosterone concentrations for chronic stress were investigated as

described in S1 Methods and in our previous studies [4, 32].

Statistical analysis

Statistical analysis was performed with IBM SPSS Version 23 (IBM Corporation, Armonk, NY,

USA). Explorative data analysis and tests for normality were performed for each parameter.

First, differences between female groups (control, single anesthesia, repeated anesthesia), sec-

ondly, differences between male groups (control, single anesthesia, repeated anesthesia), and,

thirdly, sex differences (female versus male control, female versus male single anesthesia,
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female versus male repeated anesthesia) were analyzed using the respective test indicated in

results section (repeated measures ANOVA, One-way ANOVA, Kruskal-Wallis-Test, Mann-

Whitney-U-Test or unpaired Student t-test). Differences were considered significant at

p< 0.05. Fleiss kappa was calculated using Microsoft Excel (2013). It is important to note that

mice, which did not reach surgical tolerance, were not excluded from statistical analyses. One

male mouse of the repeated anesthesia group was excluded from the statistics since it had to be

euthanized after the sixth anesthesia due to dyspnea.

Results

Anesthesia

Phases of anesthesia. Comparison of females: Repeated anesthesia significantly short-

ened the overall duration of anesthesia (unpaired Student t-test: t = 5.026, df = 16.187,

p< 0.001) and the duration of surgical tolerance (Mann-Whitney-U-Test: U = 16.000,

p< 0.001) compared to a single anesthesia (Table 1). During the sixth anesthesia, four mice

did not reach surgical tolerance.

Comparison of males: In comparison to a single anesthesia, repeated anesthesia signifi-

cantly shortened the overall duration of anesthesia (unpaired Student t-test: t = 3.494, df = 23,

p = 0.002) (Table 1). Duration of surgical tolerance was also shorter in mice repeatedly anes-

thetized compared to mice anesthetized only once but no statistical significance was reached

(Mann-Whitney-U-Test: U = 51.000, p = 0.152). During the sixth anesthesia, one mouse did

not reach surgical tolerance.

Sex differences: Sex differences were observed after a single anesthesia with a shorter wake-

up period in female mice (unpaired Student t-test: t = –2.281, df = 24, p = 0.032) and also after

repeated anesthesia with a shorter overall anesthesia duration in female mice (unpaired Stu-

dent t-test: t = 4.476, df = 16.624, p< 0.001) (Table 1).

Vital parameters. The measurements of heart rate, oxygen saturation, respiratory rate,

and body temperature at 20 min and 40 min after injection were averaged (for the groups with

repeated anesthesia, values of the sixth anesthesia used) (Table 2).

Comparison of females: Vital parameters did not differ between single and repeated anes-

thesia (heart rate: unpaired Student t-test: t = –1.589, df = 18.815, p = 0.129; oxygen saturation:

unpaired Student t-test: t = 0.562, df = 24, p = 0.580; respiratory rate: unpaired Student t-test:

t = –0.649, df = 24, p = 0.522; body temperature: unpaired Student t-test: t = –0.118, df = 24,

p = 0.907) (Table 2).

Table 1. Phases of anesthesia.

Group Induction1 [s] Non-surgical tolerance1 [s] Surgical tolerance2 [s] Wake-up period2 [s] Duration of anesthesia2 [s]

Single anesthesia ♀ (n = 13) 96 ± 31 444 ± 195 2658 ± 705 1507 ± 426# 4609 ± 658

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 93 ± 10 594 ± 403 1394 ± 846��� 1578 ± 273 3612 ± 279��� ,###

Single anesthesia♂ (n = 13) 108 ± 28 595 ± 287 2471 ± 1000 1991 ± 636 5057 ± 474

Repeated anesthesia♂ (n = 12) 90 ± 26 817 ± 755 1714 ± 1120 1814 ± 830 4365 ± 517��

Data are given as mean ± standard deviation.
1Data were analyzed using Mann-Whitney-U-Test or
2unpaired Student t-test

�� p < 0.01

��� p < 0.001 versus single anesthesia
# p < 0.05
### p < 0.001 versus corresponding ♂. ♀: females; ♂: males.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t001
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Comparison of males: Vital parameters did not differ between single and repeated anesthe-

sia (heart rate: unpaired Student t-test: t = –1.044, df = 23, p = 0.307; oxygen saturation:

unpaired Student t-test: t = –1.006, df = 23, p = 0.325; respiratory rate: unpaired Student t-test:

t = –0.931, df = 23, p = 0.362; body temperature: unpaired Student t-test: t = –0.222,

df = 18.449, p = 0.827) (Table 2).

Sex differences: There was a significant difference in oxygen saturation only. Oxygen satu-

ration was higher in females than it was in males during single anesthesia (unpaired Student t-

test: t = 2.279, df = 24, p = 0.032) (Table 2).

Recovery period

Comparison of females: During the recovery period, the number of falls was more frequently

observed after repeated anesthesia than after single anesthesia (Mann-Whitney-U-Test:

U = 133.500, p = 0.010) (Table 3). Furthermore, the duration of episodes of rapid jerky dorsal-

ventral head movements was longer after repeated anesthesia compared to single anesthesia

but statistical significance was not reached (Mann-Whitney-U-Test: U = 104.000, p = 0.336).

Comparison of males: Repeated anesthesia increased both number of falls (Mann-Whit-

ney-U-Test: U = 135.000, p = 0.001) and duration of episodes of rapid jerky dorsal-ventral

head movements (Mann-Whitney-U-Test: U = 139.000, p< 0.001) in comparison to single

anesthesia (Table 3).

Table 2. Vital parameters.

Group Heart rate [bpm] Oxygen saturation [%] Respiratory rate [brpm] Body temperature [˚C]

Single anesthesia ♀ (n = 13) 280 ± 32 77.5 ± 4.3# 147 ± 19 36.2 ± 0.5

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 296 ± 18 76.6 ± 4.4 152 ± 14 36.3 ± 0.3

Single anesthesia♂ (n = 13) 285 ± 25 73.4 ± 4.9 151 ± 20 36.4 ± 0.4

Repeated anesthesia♂ (n = 12) 297 ± 30 75.4 ± 4.9 157 ± 12 36.4 ± 0.2

Data are given as mean ± standard deviation. bmp: beats per min; brpm: breaths per min. Data were analyzed using unpaired Student t-test:
# p < 0.05 versus corresponding ♂. ♀: females; ♂: males.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t002

Table 3. Recovery period.

Group Duration of

resting2 [s]

Duration of

locomotion2 [s]

Number of

falls1 [n]

Duration of

episodes of rapid

jerky dorsal-ventral

head movements1

[s]

M IQR M IQR M IQR M IQR

Single anesthesia ♀ (n = 13) 453 318–679 468 251–606 4 1–8 160 96–299

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 298 231–469 540# 439–594 25� 15–56 300 116–387

Single anesthesia♂ (n = 13) 490 341–692 472 281–752 1 0–10 144 75–212

Repeated anesthesia♂ (n = 12) 417 244–601 403 255–490 16�� 10–34 382��� 202–500

Data are given as median (M) and interquartile range (IQR). Data were analyzed using
1Mann-Whitney-U-Test or
2unpaired Student t-test.

� p < 0.05

�� p < 0.01

��� p < 0.001 versus a single anesthesia
# p < 0.05 versus corresponding ♂. ♀: females; ♂: males.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t003
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Sex differences: Sex differences were detected for the duration of locomotion, which was

higher in female mice than it was in male mice after repeated anesthesia (unpaired Student t-

test: t = –2.628, df = 23, p = 0.015) (Table 3).

Behavioral parameters and stress hormone (metabolite) analyses

Mouse Grimace Scale (MGS). For the MGS difference scores, Fleiss’ kappa (κ = 0.34)

indicated fair agreement [41] between the 4 independent scorers, when MGS difference scores

were divided into the following categories: 1) MGS difference score� 0.5, 2) 0.5<MGS differ-

ence score� 1.0, 3) 1.0< MGS difference score� 1.5, 4) 1.5< MGS difference score� 2.0.

Comparison of females: Both single (Kruskal-Wallis-Test: z = 3.271, p = 0.003) and

repeated anesthesia (Kruskal-Wallis-Test: z = 3.331, p = 0.003) caused significant higher MGS

difference scores versus control at 150 min after the last anesthesia (Fig 2A). Two days after

the last anesthesia, the MGS difference scores no longer differed from control animals (Krus-

kal-Wallis-Test: Chi2 = 0.633, df = 2, p = 0.701).

Comparison of males: Both single (Kruskal-Wallis-Test: z = 3.150, p = 0.005) and repeated

anesthesia (Kruskal-Wallis-Test: z = 3.264, p = 0.003) significantly increased MGS difference

scores versus control at 150 min after the last anesthesia (Fig 2B). Two days after the last anes-

thesia, there were no differences between the groups anymore (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 =

1.379, df = 2, p = 0.502).

Sex differences: No sex differences were found at 150 min (Mann-Whitney-U-Test: con-

trol: U = 24.000, p = 0.731; single anesthesia: U = 55.000, p = 0.139; repeated anesthesia:

U = 59.000, p = 0.320) or two days (Mann-Whitney-U-Test: control: U = 16.500, p = 0.534;

single anesthesia: U = 66.500, p = 0.601; repeated anesthesia: U = 83.500, p = 0.769) after the

last anesthesia.

Nest building. Comparison of females: No significant differences in the nest scores

were found between control, single anesthesia, and repeated anesthesia (Kruskal-Wallis-Test:

Chi2 = 4.331, df = 2, p = 0.115) (Table 4).

Comparison of males: There were no differences between control, single anesthesia, and

repeated anesthesia (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 4.266, df = 2, p = 0.118) (Table 4).

Sex differences: The Mann-Whitney-U-Test revealed no sex differences (control: U = 18.500,

p = 0.731; single anesthesia: U = 107.000, p = 0.264; repeated anesthesia: U = 59.500, p = 0.320).

Fig 2. Mouse Grimace Scale difference scores. MGS, Mouse Grimace Scale; ♀: females; ♂: males. Data are presented

as boxplot diagrams: the box represents the interquartile range (IQR), box edges are the 25th and 75th quartile. The

whiskers represent values which are not greater than 1.5 × IQR. Dots are outliers with values between 1.5–3.0 × IQR.

Grey asterisks are outliers with values greater than 3.0 × IQR. Data were analyzed using Kruskal-Wallis-Test with post-

hoc Dunn-Bonferroni test or, for sex differences, Mann-Whitney-U-Test �� p< 0.01 versus control). (A) Control ♀:

n = 7, single anesthesia ♀: n = 13 at 150 min (n = 9 at day two; at this study day, four mice of the single anesthesia

group were excluded from statistics due to technical malfunction of the camera), repeated anesthesia ♀: n = 13. (B)

Control♂: n = 6, single anesthesia ♂: n = 13, repeated anesthesia ♂: n = 12.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.g002
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Home cage activity. Comparison of females: On day one after the last anesthesia, Krus-

kal-Wallis-Analysis revealed no differences in the home cage activity during the dark period

between control animals and the two treatment groups (Chi2 = 0.498, df = 2, p = 0.780)

(Table 5).

Comparison of males: There was no significant difference in the home cage activity during

the dark period between control mice and the two anesthesia groups (Chi2 = 5.271, df = 2,

p = 0.072) (Table 5).

Sex differences: Mann-Whitney-U-Test showed no sex differences in the home cage activ-

ity (control: U = 28.000, p = 0.132; single anesthesia: U = 61.000, p = 0.376; repeated anesthesia:

U = 29.000, p = 0.340).

Rotarod test. Comparison of females: In the rotarod test, Kruskal-Wallis-Analysis

revealed no significant differences in the latency to fall between the control, single anesthesia,

and repeated anesthesia (Chi2 = 0.722, df = 2, p = 0.697) (Table 6).

Comparison of males: In male mice, the latency to fall in the rotarod test did not signifi-

cantly differ between the three groups (Chi2 = 2.295, df = 2, p = 0.317) (Table 6).

Sex differences: No sex differences were found (control: U = 21.000, p = 1.000; single anes-

thesia: U = 87.000, p = 0.920; repeated anesthesia: U = 64.000, p = 0.470).

Free exploratory paradigm. In the free exploratory paradigm for trait anxiety-related and

exploratory behavior, all mice, independently of the group, explored the cage top.

Table 4. Nest building.

Group M IQR

Control ♀ (n = 7) 5.0 4.0–5.0

Single anesthesia ♀ (n = 13) 4.0 2.0–4.5

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 3.0 3.0–4.0

Control♂ (n = 6) 4.5 3.5–5.0

Single anesthesia♂ (n = 13) 5.0 3.0–5.0

Repeated anesthesia♂ (n = 12) 2.5 2.0–4.0

Data are given as median (M) and interquartile range (IQR). Data were analyzed using Kruskal-Wallis-Test with

post-hoc Dunn-Bonferroni test or, for sex differences, Mann-Whitney-U-Test. ♀: females; ♂: males.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t004

Table 5. Home cage activity during the dark period (one day after the last anesthesia).

Group AUC of home cage activity [impulses/10min]

Median IQR

Control ♀ (n = 6) 4.5M 2.8M–6.5M

Single anesthesia ♀ (n = 12) 5.5M 3.1M–7.7M

Repeated anesthesia ♀ (n = 9) 5.6M 4.0M–7.3M

Control♂ (n = 6) 6.2M 5.3M–7.7M

Single anesthesia♂ (n = 13) 3.7M 3.3M–6.2M

Repeated anesthesia♂ (n = 9) 4.8M 3.4M–5.9M

Data are given as median and interquartile range (IQR). AUC: area under the curve; M: million. Data were analyzed

using the Kruskal-Wallis-Test with post-hoc Dunn-Bonferroni test or, for sex differences, Mann-Whitney-U-Test. ♀:

females; ♂: males.

Due to technical malfunction of the InfraMot system, one mouse of the control ♀ group, one mouse of the single

anesthesia ♀ group, four mice of the repeated anesthesia ♀ group, and three mice of the repeated anesthesia ♂ group

were excluded from statistics.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t005
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Comparison of females: Animals repeatedly treated with KX showed a significantly higher

latency to explore the top of the cage one day after the last anesthesia than control mice (Krus-

kal-Wallis-Test: Chi2 = 13.670; df = 2, z = 3.671, p = 0.001). This effect was still present eight

days after anesthesia (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 11.673; df = 2, repeated anesthesia versus

control: z = 3.036, p = 0.007). In addition, on day eight animals exposed only to a single KX

anesthesia also took significantly longer to explore the outside of the cage (single anesthesia

versus control: z = 3.164, p = 0.005). On day 13 after the last anesthesia, there were no signifi-

cant differences in the latency to explore between the three groups anymore (Kruskal-Wallis-

Test: Chi2 = 3.429, df = 2, p = 0.180) (Fig 3A).

Comparison of males: There were no significant differences in the latency to explore

between the groups on day one (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 0.974, df = 2, p = 0.614), 8 days

(Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 4.805, df = 2, p = 0.091) and at 13 days (Kruskal-Wallis-Test:

Chi2 = 0.258, df = 2, p = 0.258) after the last anesthesia (Fig 3B).

Sex differences: On day eight after the last anesthesia, there was a significant difference in

the latency to explore in mice receiving repeated anesthesia, with a lower latency to explore in

male mice versus female mice (Mann-Whitney-U-Test: U = 33.500, p = 0.014).

Table 6. Physical fitness (two days after the last anesthesia).

Group Latency to fall in the rotarod test [s]

2 days after the last anesthesia

M IQR

Control ♀ (n = 7) 300 237–300

Single anesthesia ♀ (n = 13) 300 210–300

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 280 178–300

Control♂ (n = 6) 300 249–300

Single anesthesia♂ (n = 13) 300 217–300

Repeated anesthesia♂ (n = 12) 261 130–300

Data are given as median (M) and interquartile range (IQR). Data were analyzed using the Kruskal-Wallis-Test with

post-hoc Dunn-Bonferroni test or, for sex differences, Mann-Whitney-U-Test. ♀: females; ♂: males.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t006

Fig 3. Latency to explore in the free exploratory paradigm for trait anxiety-related and exploratory behavior. ♀:

females;♂: males. Data are presented as boxplot diagrams: the box represents the interquartile range (IQR), box edges

are the 25th and 75th quartile. The whiskers represent values which are not greater than 1.5 × IQR. Dots are outliers

with values between 1.5 – 3.0 × IQR. Grey asterisks are outliers with values greater than 3.0 × IQR. Data were analyzed

using the Kruskal-Wallis-Test with post-hoc Dunn-Bonferroni test or, for sex differences, Mann-Whitney-U-Test (��

p< 0.01 versus repeated anesthesia). (A) Control ♀: n = 7, single anesthesia ♀: n = 13, repeated anesthesia ♀: n = 13. (B)

Control♂: n = 6, single anesthesia ♂: n = 13, repeated anesthesia ♂: n = 12.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.g003
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Food intake. Comparison of females: One-way ANOVA revealed no significant differ-

ence in food intake between the three groups on day one (One-way ANOVA: F = 1.039,

between-group df = 2, within-group df = 30, p = 0.366) and day eight (F = 0.221, between-

group df = 2, within-group df = 30, p = 0.803) after the last anesthesia (Table 7).

Comparison of males: There was a significant difference in food intake between single and

repeated anesthesia on day one after the last anesthesia (One-way ANOVA: F = 4.292,

between-group df = 2, within-group df = 28, p = 0.024; post-hoc Dunnett-T3: p = 0.031)

(Table 7). Male mice receiving single anesthesia ingested significantly less food in comparison

to male mice receiving repeated anesthesia. Eight days after the last anesthesia, there was no

significant difference between the groups (One-way ANOVA: F = 1.739, between-group

df = 2, within-group df = 28, p = 0.194).

Sex differences: On day one after the last anesthesia, there was no significant sex difference

in food intake after repeated anesthesia (unpaired Student t-Test: t = 0.404, df = 23, p = 0.690)

or between controls (unpaired Student t-Test: t = 1.980, df = 11, p = 0.073). However, after sin-

gle anesthesia, males ingested significantly less food than females did (unpaired Student t-Test:

t = 3.680, df = 24, p = 0.001) (Table 7).

Body weight. Tests of between-subject comparison indicated that the group (using

repeated measures ANOVA with group as between-subject factor: females: F = 0.803,

between-group df = 2, within-group df = 30, p = 0.457; males: F = 1.500, between-group df = 2,

within-group df = 28, p = 0.241) had no effect on the body weight, but there was a significant

time effect (females: F = 10413.101, between-group df = 2, within-group df = 30, p< 0.001;

males: F = 7622.477, between-group df = 2, within-group df = 28, p< 0.001) (Fig 4).

Corticosterone and its metabolites

For each mouse, the percentage change [%] relative to baseline was calculated with baseline

values being defined as 100%.

Comparison of females: On day one (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 3.682, df = 2, p = 0.159)

after the last anesthesia, FCM concentrations were higher after single anesthesia, despite no

statistical significance being reached between the three female groups. On day eight (Kruskal-

Wallis-Test: Chi2 = 0.099, df = 2, p = 0.952) after the last anesthesia, female groups did not sig-

nificantly differ in their FCM concentrations. Moreover, there was no statistically significant

difference in hair corticosterone levels between control, single anesthesia, and repeated anes-

thesia (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 4.431, df = 2, p = 0.109) (Table 8, S1 Table).

Table 7. Food intake.

Group Food Intake[g/g body weight]

1 day after last anesthesia 8 days after last anesthesia

Control ♀ (n = 7) 0.22 ± 0.05 0.18 ± 0.08

Single anesthesia ♀ (n = 13) 0.20 ± 0.04## 0.20 ± 0.06

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 0.19 ± 0.04 0.20 ± 0.07

Control♂ (n = 6) 0.17 ± 0.03 0.21 ± 0.03

Single anesthesia♂ (n = 13) 0.15 ± 0.03 0.19 ± 0.05

Repeated anesthesia♂ (n = 12) 0.18 ± 0.04� 0.22 ± 0.04

Data are given as mean ± standard deviation. Data were analyzed using One-way ANOVA with post-hoc Dunnett-T3

(� p < 0.05 versus single anesthesia) or, for sex differences, unpaired Student t-Test (## p < 0.01 versus corresponding

♂). ♀: females; ♂: males.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t007
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Comparison of males: Single anesthesia increased FCM concentrations on day one after

the last anesthesia compared to control mice (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 7.177, df = 2; single

anesthesia versus control: z = 2.674, p = 0.022), whereas no significant change in FCM concen-

trations on day eight could be detected (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 1.276, df = 2, p = 0.528)

(Table 8). Hair corticosterone levels did not significantly differ between control, single anes-

thesia, and repeated anesthesia (Kruskal-Wallis-Test: Chi2 = 0.498, df = 2, p = 0.780) (Table 8).

Sex differences: One day after the single anesthesia, the percentage change relative to FCM

baseline values was higher in males when compared to females (Mann-Whitney-U-Test:

U = 128.000, p = 0.026) (Table 8). There were no sex differences in hair corticosterone concen-

trations in control mice (Mann-Whitney-U-Test: U = 21.000, p = 1.000), mice with single

anesthesia (Mann-Whitney-U-Test: U = 114.000, p = 0.139), and mice with repeated anesthe-

sia (Mann-Whitney-U-Test: U = 146.000, p = 0.649) (Table 8).

Table 8. Fecal corticosterone metabolites (FCM) and hair corticosterone.

Group FCM

[%]

Hair corticosterone [%]

1 day after the last anesthesia 8 days after the last anesthesia

M IQR M IQR M IQR

Control ♀ (n = 7) 102.74 87.05–139.52 147.02 75.57–154.88 87.37 81.45–105.83

Single anesthesia ♀ (n = 13) 146.35# 105.90–187.89 138.87 109.32–157.76 71.95 10.34–88.99

Repeated anesthesia ♀ (n = 13) 117.15 84.35–132.31 124.89 107.50–178.80 88.69 71.36–111.28

Control♂ (n = 6) 124.94 76.13–153.02 95.11 84.84–141.28 87.00 82.52–95.00

Single anesthesia♂ (n = 13) 220.49� 154.90–248.58 125.44 83.16–171.47 102.04 33.26–126.90

Repeated anesthesia♂ (n = 12)a 181.72 97.92–225.01 173.15 62.18–254.29 99.02 76.98–135.39

The percentage change relative to the baseline value was calculated. Baseline values are defined as 100%. Data are given as median (M) and interquartile range (IQR).

FCM: fecal corticosterone metabolites. Data were analyzed using the Kruskal-Wallis-Test with post-hoc Dunn-Bonferroni test (� p < 0.05 versus control) or, for sex

differences, Mann-Whitney-U-Test (# p < 0.05 versus corresponding ♂). ♀: females; ♂: males.
a One male mouse of the repeated anesthesia group was excluded from the statistics concerning hair corticosterone (n = 11) since too little sample material was available.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.t008

Fig 4. Course of body weight. Data are given as mean ± standard error. (A) Control ♀: n = 7, single anesthesia ♀:

n = 13, repeated anesthesia ♀: n = 13. (B) Control ♂: n = 6, single anesthesia♂: n = 13, repeated anesthesia♂: n = 12.

Data were analyzed using repeated measures ANOVA with group as between-subject factor (pairwise comparisons

using Bonferroni correction: � p< 0.05, ��� p< 0.001 versus day two; �� p< 0.01 versus day 14).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0203559.g004
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Discussion

Within the context of refinement, the aim of this study was to investigate whether repeated

anesthesia with the combination of ketamine and xylazine (KX) has a higher impact on well-

being of adult female and male C57BL/6JRj mice than single anesthesia with KX. Body weight,

corticosterone (metabolite) concentrations, and behavioral parameters such as nest building,

MGS, food intake, anxiety-related behavior, and motor activity were compared between single

and repeated anesthesia. Furthermore, parameters of anesthesia monitoring, e.g. phases of

anesthesia and vital parameters, were recorded.

When investigating the impact of repeated anesthesia with KX on well-being of mice, it has

to be considered that these effects can be caused by the procedure itself, i.e. restraining and

injection stress when administering the drug, bad experience due to the loss of control during

anesthesia and the recovery period, but can also be the result of direct pharmacological drug

effects. In our study, the whole process of anesthesia including pharmacological effects, as well

as restraining and injection stress was of interest.

The main findings of our study were that repeated anesthesia with KX caused short-term

effects on MGS scores in the immediate post-anesthetic period and on well-being of female

mice, indicated by longer lasting effects on trait anxiety-related behavior. The rapid jerky dor-

sal-ventral head movements may suggest more intense psychogenic effects after repeated ver-
sus single administration of KX. However, MGS scores and well-being were also slightly

impaired in the immediate post-anesthetic period after single KX anesthesia: compared to con-

trol animals, MGS scores increased and, in females, higher trait anxiety levels were observed.

Short-term changes in food intake, depending on sex, and FCM excretion pointed towards

mice being likely to suffer from distress after single anesthesia, whereas they seemed to habitu-

ate to the stress induced by the repeated procedure of KX anesthesia. Additionally, we

observed a shortened duration of KX anesthesia after repeated administration which points

towards a narcotic tolerance development to KX.

Free exploratory paradigm

Repeated anesthesia with KX increased the latency to explore in the free exploratory paradigm

in females, but not in males, indicating higher trait anxiety levels in female mice. This is in line

with investigations of repeated ketamine administration revealing opposite behavioral effects

in female and male mice, indicated by anxiogenic effect exertion in the open field, a test for

state anxiety, in females [16]. In contrast, it had been shown that female rats did not display

higher state anxiety levels in the elevated plus maze test following repeated administration of

ketamine [42]. For α2-adrenoceptor-agonists, anxiolytic properties were described [43]. When

determining causes of trait anxiety increase, the injection stress as a confounding factor for

anxiety-related behavior must also be considered. Intraperitoneal injection of saline can cause

an anxiogenic effect in the elevated plus maze test [44].

It is known that the gonadal hormones play a critical role in the effect mechanism of ketamine

[45], which may explain the sex-dependent behavioral effects observed in mice. In our study, sin-

gle anesthesia increased trait anxiety-related behavior at day eight and repeated anesthesia at day

one and day eight after the last administration in females. This is in line with deficits induced by a

chronic unpredictable stress model still being reversible in male rats seven days after a single

administration of ketamine [46]. As we only conducted the free exploratory paradigm after the

last anesthesia, we could not determine whether trait anxiety-related behavior was also increased

after the second, third, fourth or fifth anesthesia. In order to investigate whether female mice

receiving repeated anesthesia experience higher trait anxiety short-term or long-term, further

investigations including tests for anxiety-related behavior after each anesthesia are warranted.
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Mouse Grimace Scale and nest building

Short-term negative effects of isoflurane anesthesia on the Mouse and Rat Grimace Scale were

previously reported [4, 47, 48]. Our study is the first to show a comparable effect following

anesthesia with KX in mice. At 150 min after single KX anesthesia as well as after the last

repeated KX anesthesia, the MGS was higher in comparison to control levels. Photographs

taken two days later showed no alteration in facial expression anymore. A pharmacological

effect on the MGS cannot be excluded, as the serum half-life of ketamine is approximately 13

min in mice [49] and that of xylazine is 1.3 h in young rats, when administered intraperitone-

ally [50]. Latter effect is not known in mice, but elimination half-life presumably is shorter in

mice than in rats [50–52]. The cataleptic effect of ketamine [10, 12], which increases the mus-

cle tonus, may explain higher MGS scores for whisker change. Another explanation for the

increase in MGS scores could be nausea. Mice do not vomit, but can suffer from post-operative

nausea [53]. However, we could not determine the exact time point of their facial expression

returning to control levels, as our protocol did not allow for an earlier time point to take pho-

tographs of the mice.

The effects of KX anesthesia itself on the MGS must be taken into account when applying

the MGS to assess pain at early time points, as described previously for isoflurane in mice and

rats [4, 47, 48].

To the authors’ knowledge, nest building has not been investigated following KX anesthesia

to date. It is only present when important needs of the mice are met and thus can serve as an

indicator of well-being [54]. However, nest building can also be impaired by hippocampal

lesions [55]. In the present study, we demonstrated that neither single nor repeated KX anes-

thesia impaired nest scores according to Deacon [56] one day after anesthesia (i.e. 2 h after

lights turned on). It should be noted that both substances, ketamine and xylazine, evoke hypo-

thermia in rodents [57, 58], which in turn triggers building of high and complex nests to

decrease the amount of radiated heat and, thus, alleviate thermal discomfort [59]. In our previ-

ous study, we found that neither single nor repeated anesthesia with isoflurane impaired nest

scores [4] obtained by using the same nesting protocol [56].

Corticosterone and its metabolites

The influence of the circadian rhythm on FCM excretion was excluded [60] by collecting sam-

ples over the 24 h post-anesthetic period [4]. In general, HPA axis activity and corticosterone

release are higher in female rodents than in males (S1 Table), which was shown for baseline

[61] as well as in response to stress insults [62]. For statistical analysis, we calculated the per-

centage change relative to baseline values. Interestingly, at day one after the last anesthesia, the

percentage change of FCM levels was higher in male than in female groups with statistical sig-

nificance after single anesthesia. In addition, male mice receiving single anesthesia showed

higher percentage values in comparison to controls. The increase in FCM values following sin-

gle anesthesia reflected higher acute stress levels.

The same method for FCM analysis was previously used to identify a correlation between

an increase in FCM levels and various stressors in mice [4], e.g. train-induced vibrations [63],

oral gavage [64], and blood sampling [65].

Similar observations to our study were evident in pigtailed macaques with elevated urinary

free cortisol levels after ketamine sedation [29]. The effect of KX anesthesia on plasma cortico-

sterone concentrations seems to vary depending on sex and species. Saha et al. found a

decrease in plasma levels of corticosterone in male rats following KX anesthesia [17], whereas

Illera et al. determined no changes in female rabbits [66]. Accordingly, FCM concentrations in

mice receiving single anesthesia were not primarily due to the pharmacological effects of
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ketamine or xylazine, but rather a result of restraining and injection stress. When a mouse is

restrained and injected for the first time, a clear stress response can be measured, i.e. by heart

rate and plasma corticosterone increase [23]. Mice require at least two weeks to habituate to

stress caused by repeated injections, as shown for C57BL/6J [67]. Our results of FCM analysis

suggested that mice habituated to the procedure of anesthesia including restraining, injection,

and the recovery period. Stress may be minimized by administering isoflurane anesthesia

prior to the unpleasant injection of KX as described for rats [9]. In our previous study, we

demonstrated that repeated administration of isoflurane for 45 min did not significantly ele-

vate the percentage change of FCM levels relative to baseline levels when compared to single

anesthesia or controls [4].

In contrast to FCM levels, hair corticosterone concentrations, which serve as a retrospective

biomarker to reflect long-term HPA axis activity in humans [68] and rodents [69], did not dif-

fer between study groups. In our previous study, we also did not find any effects on hair corti-

costerone levels following single or repeated anesthesia with isoflurane [4]. However, studies

on social defeat [70] and social instability [71] in mice have shown that hair corticosterone

concentrations increase when the animals are confronted with stress.

To sum up the results of FCM and hair corticosterone concentrations, single anesthesia

seemed to cause a short-term HPA axis response in mice, but did not seem to cause chronic

stress.

Food intake and body weight

Male mice anesthetized only once ingested less food in comparison to male mice receiving

repeated anesthesia, which indicates distress following single anesthesia. This was also

observed in pigtailed macaques with appetite suppression after ketamine sedation [29]. Keta-

mine disturbs the circadian rhythm and, therefore, may result in a reduced food intake [14,

72]. Moreover, an increase in stress levels, as indicated by elevated FCM levels in male mice

after single KX anesthesia, can explain appetite suppression [29]. Lenglos et al. reported that

acute stress decreased 24-h food intake in rats of both sexes [73]. Moreover, the injection of

KX increases blood glucose levels in C57BL/6 mice of both sexes [17, 74–76], which subse-

quently can also reduce appetite and food intake.

Despite the changes in food intake, body weight did not statistically differ between controls,

single, and repeated anesthesia. For both anesthesia regimens, body weight decreased two days

after the last anesthesia, but increased over the following days. As control mice of both sexes

also lost weight at this time point, body weight appeared to be influenced by single housing

required during the 24-h observation period, although all efforts were made to reduce distress

(used bedding material; visual, acoustic and olfactory contact; duration of single housing kept

to a minimum).

A similar body weight loss was present in control and male rats administered with a single

anesthesia of ketamine, xylazine, and acepromazine [27]. Dholakia et al. reported that male

CD-1 mice at four to six weeks of age also lost an average of 1.6% in body weight by day two

post-anesthesia with ketamine-xylazine-lidocaine [26]. Interestingly, in our study, female and

male mice anesthetized only once lost nearly twice as much body weight than those anesthe-

tized repeatedly. The lower loss in body weight after repeated anesthesia may be due to habitu-

ation to the anesthesia procedure, as suggested by the lower FCM levels. Also, the higher body

weight loss after single anesthesia may be due to forced diuresis. Xylazine increases urine pro-

duction and excretion [77]. This effect may be stronger after single anesthesia since repeated

administration of xylazine can result in a its tolerance, as also shown for its analgesic effect

[78].
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Recovery period

KX anesthesia produced stereotypic behavior (i.e. rapid jerky dorsal-ventral head movements

while being stationary [39]) during the recovery period. The NMDA receptor antagonist keta-

mine is known to cause stereotypies, ataxia, and hyperlocomotion in rats [79] and mice [80].

Behavioral patterns such as head weaving, ataxia, infrequent circling, and reciprocal forepaw

treading were described in rats following administration of an uncompetitive NMDA receptor

antagonist [81]. Interestingly, ketamine also enhances the head twitch response mediated by

the 5-HT2 (serotonin, 5-Hydroxytryptamine) receptor in mice indicating a glutamatergic

modulation of serotonergic function at the postsynaptic 5- HT2 receptor [82, 83]. More

recently, the affinity of the NMDA receptor antagonists phencyclidine and its congener keta-

mine for both 5-HT2 and dopamine D2 receptors was proven [84]. Thus, it is possible that the

rapid jerky dorsal-ventral head movements we observed in our study are 5-HT2-mediated

head twitch responses which serves as behavioral assay for hallucinogen-like effects [85]. This

behavior pattern was exacerbated when KX was repeatedly administered, suggesting an

increase in psychogenic effects, which has been observed in frequent ketamine users displaying

greater dissociative and delusional symptoms [86].

Anesthesia

With repeated administration of KX the overall duration of anesthesia decreased in mice of

both sexes with a shorter duration in females. This is in line with findings in rats [28, 31] and

rhesus macaques [87] repeatedly anesthetized with KX. A daily intraperitoneal treatment with

low dose-ketamine over 10 days in rats resulted in a faster metabolism of ketamine so that cir-

culating and brain levels of ketamine and its N-demethylated metabolite decreased more rap-

idly [31]. Consequently, Livington and Waterman concluded that narcotic tolerance to

ketamine in rats can be explained by an increase in hepatic metabolism [31]. We suggest that

the decrease in overall anesthesia duration and surgical tolerance in mice with repeated anes-

thesia may also be associated with similar mechanisms. In addition, as stated previously, a tol-

erance can also be developed against xylazine [78].

In our study, surgical tolerance was reached in all mice anesthetized only once but KX failed

to produce surgical tolerance in a total of five mice when the sixth anesthesia was performed.

Thus, we could verify previous findings of Arras et al. [8]. Since higher doses and repeat-bolus

dosing can prolong the recovery period and cause severe respiratory depression [21], which

increases the risk of mortality [8, 88], all mice received only one of KX dose in our study–even

if they did not reach surgical tolerance.

KX anesthesia depressed the heart and respiratory rate in the present study, as expected

from literature [89], however, without difference between single and repeated anesthesia. This

is consistent with the effect of repeated KX anesthesia on heart rate in rats, which underwent

the same anesthesia protocol as mice of our study [28]. Although KX anesthesia is known to

cause hypoxemia, oxygen administration is still not common laboratory practice [90, 91]. As

our study was designed to model a common KX anesthesia protocol, oxygen was not supplied

[91]. Consequently, all mice in our study suffered hypoxemia. In humans, hypoxemia can elicit

the subjective feelings of malaise, headache, dizziness, fatigue, and insomnia (e.g. when suffer-

ing from acute mountain sickness) [92]. If we expect similar responses in mice, hypoxemia

will impair well-being, which emphasizes the need of oxygen administration during KX anes-

thesia. Dittmar et al. pointed out the importance of pre-oxygenation prior to administration of

KX [9]. Further, oxygen insufflation should be continued until animals reach a stable anesthe-

sia state [9]. In contrast to anesthesia with KX, we measured high values of oxygen saturation
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(> 98%) during inhalation anesthesia with isoflurane (in 100% oxygen) in our previous study

[4].

Limitation

Limitations of this study are the use of this exact anesthesia protocol and dosage in solely one

particular mouse strain. Firstly, strain-dependent stress responses and tolerances towards KX

dosages are known [8, 67]. Besides the KX dose, anesthesia protocols vary in duration of anes-

thetic episodes, number of consecutive anesthetic episodes, and intervals between the anes-

thetic episodes. In the present study, we followed an anesthesia protocol described by Albrecht

et al. [28] and used a dosage of 80 mg/kg ketamine and 16 mg/kg xylazine [35]. The effects of

repeated KX anesthesia on well-being of mice revealed here only refer to this anesthesia proto-

col and cannot be transferred to other protocols. The present study can serve as a basis for fur-

ther investigations of different anesthesia protocols (e.g. anesthesia episodes at an interval of

1–2–4–8 weeks). The authors would like to encourage the implementation of the methods

described here in studies with repeated anesthetization to investigate the effects of the respec-

tive anesthesia protocol on the well-being of mice. The methods can easily be integrated in a

planned study.

Since control animals did not receive a vehicle injection, we cannot determine whether

effects observed in our study were due to pharmacological KX effects or whether they were

caused by restraining and injection stress. Control animals were not injected with a vehicle

solution because our study should investigate the impact of the entire KX injection anesthesia

procedure, also including restraint and injection besides pharmacological effects. If control

mice had received a vehicle injection, we could have only examined the pharmacological effect

of KX.

The injection site was not histologically examined. Depending on the route of administra-

tion, KX can cause tissue damage at the injection site. Whilst intramuscular injection of KX

causes tissue damage [28, 93, 94], subcutaneous injection leads to mild edema with mixed infil-

tration of neutrophils and lymphocytes [95] at the injection site in rodents. The same also

applies to the intraperitoneal route, which can be accompanied by local tissue damage and an

increase in serum creatine kinase concentrations in rats [25]. Wellington et al. also demon-

strated that rats expressed momentary pain and discomfort after intraperitoneal injection of

KX [25]. Tissue damage may be minimized by using small and short needles as well as by injec-

tion site alternation [36].

Another limitation is the single housing in new cages during the 24 h observation period,

which presumably caused distress in mice indicated by a loss in body weight. However, as con-

trols underwent the same tests, the impact of single housing on the results was considered.

For severity classification of a procedure, the duration of negative effects on well-being is

essential. Depending on the duration (short-term or long-term), mild pain, suffering or dis-

tress may be classified as mild or moderate: “Procedures on animals as a result of which the

animals are likely to experience short-term mild pain, suffering or distress, as well as proce-

dures with no significant impairment of the well-being or general condition of the animals

shall be classified as ‘mild’. Procedures on animals as a result of which the animals are likely to

experience short-term moderate pain, suffering or distress, or long-lasting mild pain, suffering

or distress as well as procedures that are likely to cause moderate impairment of the well-being

or general condition of the animals shall be classified as ‘moderate’ [1].” Therefore, more

observations are warranted to clearly determine whether repeated KX anesthesia only causes

short-term mild effects (severity category “mild”) or whether it causes long-term mild effects

(severity category “moderate”).
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Conclusion

Both single and repeated anesthesia with KX for six times every three to four days increased

MGS scores in adult C57BL/6JRj mice of both sexes during the immediate post-anesthetic

period, whilst repeated anesthesia additionally exacerbated psychogenic effects. Effects on anx-

iety were sex-dependent with longer lasting effects on trait anxiety levels in female mice after

both single and repeated anesthesia.

All in all, negative effects on well-being did not accumulate in repeatedly anesthetized mice

since stress and anxiety levels were comparable to mice anesthetized only once. Hence, effects

of both single and repeated anesthesia can be considered mild. Nevertheless, the duration of

increased stress and anxiety levels, which needs to be considered in severity classification, may

be longer in mice repeatedly anesthetized and should be examined in further investigations.
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6. Diskussion 

Nach dem 3R-Prinizip sollen, wenn immer möglich, Tierversuche durch Alternativmethoden 
ersetzt werden. Wenn ein Tierversuch nicht durch Alternativmethoden ersetzt werden kann 
und als unerlässlich gilt, darf nur die notwendige Anzahl an Versuchstieren verwendet werden. 
Um die Tierzahl zu reduzieren, können Tiere wiederholt in einem Verfahren verwendet werden, 
wie beispielsweise in Bildgebungsstudien. Mit der Bildgebung ist allerdings jedes Mal eine 
Narkose verbunden, um die Tiere zu immobilisieren und Artefakte zu vermeiden. Gemäß 
Anhang VIII der RL 2010/63/EU gilt eine Allgemeinnarkose als gering belastend. Dabei wird 
weder die Anzahl der Narkosen noch die Gruppe der verwendeten Allgemeinanästhetika 
berücksichtigt, obwohl es denkbar wäre, dass wiederholte Narkosen das Wohlbefinden der 
Tiere stärker beeinträchtigen als eine einmalige Narkose. Zudem wäre zu vermuten, dass sich 
wiederholte Inhalations- und Injektionsnarkosen unterschiedlich auf das Wohlbefinden 
auswirken.  

Werden innerhalb eines Verfahrens Interventionen wie Narkosen wiederholt 
durchgeführt, kann sich der Einfluss des Verfahrens auf das Wohlbefinden der Tiere über die 
Zeit verändern. Einerseits besteht die Möglichkeit eines Gewöhnungseffekts, wodurch sich der 
Schweregrad dieser Intervention mit jeder Wiederholung verringert (EC AG für Bewertung des 
Schweregrads von Verfahren 2012). Andererseits kann sich der Schweregrad aber auch 
erhöhen, wenn die Tiere negative Erfahrungen mit der Intervention oder den Wirkungen der 
Pharmaka verbinden (EC AG für Bewertung des Schweregrads von Verfahren 2012). 
Dementsprechend kann der Schweregrad wiederholter Interventionen nicht einfach mit jeder 
Wiederholung aufsummiert werden. Es muss gesondert untersucht werden, in welchem 
Umfang das Wohlbefinden der Tiere beeinträchtigt ist, wenn die Intervention mehrfach 
durchgeführt wird. Eine wiederholte Verwendung von Tieren innerhalb eines Verfahrens ist nur 
sinnvoll, wenn sich dadurch der Schweregrad an Schmerzen, Leiden, Ängsten, Disstress 
und/oder Schäden nicht erhöht. Die Gesamtbelastung durch wiederholte Eingriffe sollte die 
Belastung durch einen einzelnen Eingriff nicht übersteigen, denn die Zahl an Versuchstieren 
darf nicht auf Kosten des Wohlbefindens einzelner Tiere reduziert werden. 

Im Sinne von Refinement und Reduction wurde daher in der vorliegenden Arbeit der 
Effekt von wiederholten Narkosen und einer einmaligen Narkose auf das Wohlbefinden von 
adulten C57BL/6JRj Mäusen verglichen. Ziel war es, die Belastung durch wiederholte 
Narkosen gemäß der RL 2010/63/EU zu beurteilen. Untersucht wurden die in der 
tierexperimentellen Praxis am häufigsten verwendeten Anästhesien, die Inhalationsanästhesie 
mit Isofluran sowie die Injektionsanästhesie mit der Kombination aus Ketamin und Xylazin. Um 
die verhaltensbezogenen, biochemischen und physischen Parameter im postanästhetischen 
Zeitraum objektiv für jedes Einzeltier zu erfassen, entwickelten wir ein Protokoll zur 
systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach Allgemeinnarkosen. Dabei 
wurde das Verhalten der Tiere über einen Test für Angst-bezogenes Verhalten, die Mouse 
Grimace Scale, Luxury Behavior wie das Nest- sowie Wühlverhalten, die Futteraufnahme und 
die Aktivität ermittelt. Als biochemische Parameter wurden fäkale Kortikosteronmetabolite 
sowie Kortikosteron im Haar gemessen; der physische Zustand wurde über das Körpergewicht 
bestimmt. Darüber hinaus wurden die Atem- und Herzfrequenz sowie die Sauerstoffsättigung 
im Blut als physiologische Parameter während der Anästhesieüberwachung erfasst, die 
Anästhesiephasen bestimmt und die Aufwachphase analysiert. 

 

6.1. Belastungsbeurteilung von wiederholten Inhalationsnarkosen 
mit Isofluran 

 

Die wichtigsten Erkenntnisse zur Belastung von Mäusen durch wiederholte 
Inhalationsnarkosen mit Isofluran umfassten Effekte, die nur nach wiederholten Narkosen, 
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nicht aber nach einer einmaligen Narkose mit Isofluran auftraten bzw. nach wiederholten 
Narkosen prominenter waren als nach einer einmaligen Narkose. Im Gegensatz zu einer 
einmaligen Narkose verursachten wiederholte Narkosen mit Isofluran kurzzeitige Effekte auf 
das Wühlverhalten und, abhängig vom Geschlecht, auf das Angst-bezogene Verhalten im Free 
Exploratory Paradigm (Hohlbaum et al. 2017). Außerdem zeigten die Mäuse, die wiederholt 
narkotisiert wurden, mehr Exzitationen während der Induktionsphase und eine höhere 
Herzfrequenz während der nichtchirurgischen sowie chirurgischen Toleranz im Vergleich zu 
Tieren, die nur eine Narkose erhielten (Hohlbaum et al. 2017). Die Aktivität im Heimatkäfig, 
das Nestbauverhalten, das akute Stresslevel gemäß der FCM-Werte und das Körpergewicht 
blieben unbeeinflusst von den wiederholten Isofluran-Narkosen. Die Futteraufnahme bei 
weiblichen Tieren war nach wiederholten Narkosen marginal verändert. Spätestens nach acht 
Tagen normalisierte sich das Wohlbefinden der Tiere wieder und erreichte das Niveau der 
Kontrollen, wie der Free Exploratory Paradigm zeigte. Insgesamt hatten wiederholte Narkosen 
mit Isofluran einen geringgradig höheren Einfluss auf das Wohlbefinden der Mäuse, vor allem 
der Weibchen, als eine einmalige Narkose mit Isofluran (Hohlbaum et al. 2017). 

Isofluran wird im Körper nur zu 0,2 % metabolisiert (Holaday et al. 1975; CP-Pharma 
Handelsgesellschaft mbH 2012). Halbwertzeiten entsprechend des Zwei-Kompartiment-
Modells liegen bei 26 und 174 Minuten beim Kaninchen (Wyrwicz et al. 1987), bei Mäusen 
können aufgrund des schnelleren Metabolismus kürzere Zeiten angenommen werden. 
Demnach müssen pharmakologische Effekte in der Erholungsphase berücksichtigt werden, 
spielen aber im weiteren Verlauf der Beobachtungen eine untergeordnete Rolle (Hohlbaum et 
al. 2017). 

Im Folgenden werden die wichtigsten Erkenntnisse zu den Auswirkungen von 
wiederholten Narkosen mit Isofluran auf das Wohlbefinden hinsichtlich der 
verhaltensbezogenen, physischen und physiologischen/biochemischen Parameter diskutiert. 

Verhaltensbezogene Indikatoren: Das „Luxury Behavior“ war nach letzter 
wiederholter Narkose über einen kurzen Zeitraum geringgradig gestört. Das Wühlverhalten 
war im unmittelbaren postanästhetischen Zeitraum nach den wiederholten Narkosen bei 
Mäusen beider Geschlechter, vor allem bei weiblichen Mäusen, im Vergleich zu den Kontrollen 
reduziert, was auf ein reduziertes Wohlbefinden hindeuten kann (Hohlbaum et al. 2017). Am 
darauffolgenden Tag wiesen die komplexen und hohen Nester auf eine Erholung der Tiere hin 
(Hohlbaum et al. 2017). Schmerzen und Distress (Arras et al. 2007; Jirkof et al. 2010), aber 
auch hippocampale Läsionen (Deacon et al. 2001; Guenther et al. 2001; Deacon et al. 2002; 
Deacon et al. 2005; Felton et al. 2005; Filali et al. 2011) können das Wühl- sowie 
Nestbauverhalten beeinträchtigen. Nach aktuellen Erkenntnissen scheint das Wühlverhalten 
sogar ein sensiblerer Indiktor für Wohlbefinden als das Nestbauverhalten zu sein (Deacon et 
al. 2008; Greenberg et al. 2016). Die geringe Belastung durch die Narkosen spiegelte sich 
nicht im Nestbau wider, weder nach einer einmaligen noch nach einer wiederholten Narkose 
im Vergleich zu den Kontrolltieren (Hohlbaum et al. 2017). 

Im Free Exploratory Paradigm steigerten wiederholte Narkosen die Latenz bis zur 
Exploration bei weiblichen Mäusen, was auf eine erhöhte „trait anxiety“ hinwies (Hohlbaum et 
al. 2017). Beim Free Exploratory Paradigm nach Bert et al. (2013) wird der Gitterdeckel so im 
Käfig platziert, dass die Tiere auf ihn klettern und den Deckel explorieren können. Bei diesem 
Test finden sich die Tiere in einem Konflikt zwischen ihrer Neugier, den Käfigdeckel zu 
erkunden, und der Angst vor dem Neuen, das sie auf dem Käfigdeckel erwarten könnte 
(Neophobie). Ob und wann das Tier den Käfigdeckel erkundet, basiert auf seiner freiwilligen 
Entscheidung. Die beobachtete längere Latenz bis zur Exploration im Free Exploratory 
Paradigm ist als gering belastend zu werten. Die geschlechtsspezifischen Effekte (Hohlbaum 
et al. 2017) könnten auf den Einfluss von Sexualhormonen sowie die bei weiblichen Tieren 
höhere Aktivität der HPA-Achse zurückzuführen sein. Schon bei Baseline-Messungen (Grad 
et al. 1968), aber auch nach Einwirkung von Stressoren (Cozzoli et al. 2014) und nach 
Isofluran-Exposition (Bekhbat et al. 2016) wurden bei weiblichen Nagern höhere Kortikosteron-
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Level nachgewiesen. Sowohl Sexualhormone, vor allem Östrogen (Raap et al. 2002), als auch 
Kortikosteron (Neumaier et al. 2000) beeinflussen die Funktion des 5-HT1A-Rezeptors, der eine 
wichtige Rolle im Angst-bezogenem Verhalten (Heisler et al. 1998) und in der 
Stressbewältigung (Tsuji et al. 2000) spielt (Heisler et al. 1998; Raap et al. 2002). In einigen 
Gehirnregionen ist die 5-HT1A-Rezeptorbindung bei weiblichen höher als bei männlichen 
Mäusen (Raap et al. 2002; Günther et al. 2011). Darüber hinaus wirkt auch Isofluran auf die 
5-HT1A-Rezeptorbindung (Martin et al. 1990; Yokoyama et al. 2016). Die Rezeptorbindung wird 
in Abhängigkeit von der Gehirnregion bei männlichen Marmosets (Yokoyama et al. 2016) und 
männlichen Ratten (Martin et al. 1990) durch Isofluran beeinflusst. 

 Vor diesem Hintergrund kann hypothetisiert werden, dass sich Isofluran bei weiblichen 
Mäusen (Hohlbaum et al. 2017) möglicherweise aufgrund höherer Östrogen- und 
Kortikosteron-Konzentrationen anders auf die 5-HT1A-Rezeptorbindung auswirkte als bei 
männlichen Mäusen (Raap et al. 2002). 

Die marginale Abnahme der Futteraufnahme, die bei weiblichen Mäuse nach 
wiederholten Narkosen beobachtet wurde, kann durch den Einfluss von Isofluran auf die 
Glukose-Konzentration im Blut erklärt werden. Bei weiblichen Mäusen C57BL/6 Mäusen wurde 
bereits gezeigt, dass Isofluran zu einer Hyperglykämie führt (Windeløv et al. 2016), weshalb 
die Tiere weniger Hunger gehabt haben könnten. Dieser Effekte war nach wiederholten 
Narkosen offensichtlich verstärkt. 

Physische Indikatoren: Über den gesamten Versuchsverlauf beeinflussten die 
Narkoseregime das Körpergewicht nicht (Hohlbaum et al. 2017), wie auch Jacobsen und 
Kollegen (2012) bereits für eine einmalige Narkose mit Isofluran berichteten. 

Biochemische Indikatoren: Um akuten Stress zu messen, wurden FCM-
Konzentrationen im 24-stündigen postanästhetischen Zeitraum mittels 5α-pregnane-3β, 
11β,21-triol-20-one Enzymimmunoassay nach Touma (Touma et al. 2003; Touma et al. 2004) 
sowie Palme und Kollegen (2013) untersucht (Hohlbaum et al. 2017). Dieser Assay konnte bei 
Mäusen schon erfolgreich Stress, der durch Vibration (Atanasov et al. 2015), orale 
Verabreichung von Substanzen (Walker et al. 2012) oder Blutabnahme (Voigt et al. 2013) 
verursacht wurde, nachweisen. Als retrospektiver Biomarker für chronischen Stress (Thomson 
et al. 2010; Scorrano et al. 2015) bzw. für das Stresslevel der Tiere am Studienende wurde 
Kortikosteron im Haar analysiert (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Die 
Kortikosteron-Konzentration im Haar steigt durch Stress wie beispielsweise länger 
andauernde Unruhen in der sozialen Gruppe bei Mäusen (Yu et al. 2015; Jarcho et al. 2016). 
Da weder eine einmalige Narkose noch wiederholte Narkosen die FCM- oder Haar-
Kortikosteron-Konzentration signifikant beeinflussten, schienen die Narkoseprotokolle die 
Aktivität der HPA-Achse nicht wesentlich verändert zu haben (Hohlbaum et al. 2017). 

Physiologische Indikatoren: Wiederholte Narkosen erhöhten die Herzfrequenz bei 
Mäusen beider Geschlechter im Vergleich zu einer einmaligen Narkose (Hohlbaum et al. 
2017). Da eine wiederholte Exposition von Isofluran aversiver ist als die initiale Exposition 
(Marquardt 2013; Moody et al. 2014), könnte die Aversion die Tiere stärker erregt und somit 
auch die Herzfrequenz erhöht haben. 

Belastungsbeurteilung: Wiederholte Narkosen mit Isofluran verursachten kurzzeitige 
geringe Effekte auf das Wohlbefinden, vor allem im frühen postanästhetischen Zeitraum 
(Hohlbaum et al. 2017). Daher können wiederholte Narkose mit Isofluran entsprechend des 
verwendeten Narkoseprotokolls als gering belastend klassifiziert werden (Hohlbaum et al. 
2017). Trotzdem müssen wiederholte Narkosen innerhalb des Schweregrades gering auf 
einem höheren Level als eine einmalige Narkose eingeordnet werden (Hohlbaum et al. 2017). 
Zudem war das Wohlbefinden weiblicher Mäusen stärker beeinflusst (Hohlbaum et al. 2017). 

Im Hinblick auf die Frage, ob die Tierzahl durch die wiederholte Verwendung einzelner 
Tiere innerhalb eines Verfahrens reduziert werden darf, sind Studien, die wiederholte 
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Narkosen mit Isofluran entsprechend des untersuchten Narkoseregimes beinhalten, vertretbar 
und stehen im Sinne der Reduktion. 

 

6.2. Belastungsbeurteilung von wiederholten Injektionsnarkosen 
mit der Kombination von Ketamin und Xylazin 

 

Wenn der Einfluss wiederholter Injektionsnarkosen mit Ketamin und Xylazin (KX) auf das 
Wohlbefinden der Tiere beurteilt wird (Hohlbaum et al. 2018b), müssen neben den 
pharmakologischen Effekten der Substanzen auch die Fixierung und die Injektion als 
Stressoren berücksichtigt werden (Meijer et al. 2006). In der vorliegenden Arbeit sollten die 
Auswirkungen der gesamten Narkoseprozedur, also aller möglichen Stressoren auf das 
Wohlbefinden der Mäuse untersucht werden (Hohlbaum et al. 2018b). Die Kontrolltiere wurden 
daher weder einer Fixierung noch einer Injektion ausgesetzt (Hohlbaum et al. 2018b). 

Zu den wichtigsten Erkenntnissen zur Belastung von Mäusen durch wiederholte 
Injektionsnarkosen mit KX zählten allgemeine Effekte, die nach wiederholten Narkosen 
ausgeprägter waren als nach einer einmaligen Narkose mit KX (Hohlbaum et al. 2018b). Dazu 
gehören die „rapid jerky dorsal-ventral head movements”, die während der Erholungsphase 
häufiger nach der letzten wiederholten als nach der einmaligen Narkose auftraten (Hohlbaum 
et al. 2018b). Zudem war bei weiblichen Tieren die „trait anxiety“ nach wiederholten Narkosen 
für einen längeren Zeitraum erhöht als nach einmaliger Narkose (Hohlbaum et al. 2018b). 
Allerdings gewöhnten sich die Mäuse, die wiederholt mit KX narkotisiert wurden, mit der Zeit 
an den – mit der Prozedur der Narkose in Verbindung stehenden – Stress: Wiederholte 
Narkosen mit KX erhöhten zwar die FCM-Konzentration, aber der Anstieg war im Vergleich 
zur Kontrolle, wie nach einer einmaligen Narkose mit KX, nicht signifikant (Hohlbaum et al. 
2018b). Auch die Futteraufnahme bei männlichen Mäusen war nach wiederholten Narkosen 
höher als nach einer einmaligen Narkose, aber dennoch hatte das Narkoseregime keinen 
Einfluss auf das Körpergewicht (Hohlbaum et al. 2018b). 

Im Folgenden werden die Haupterkenntnisse zu den Auswirkungen von wiederholten 
Narkosen mit KX auf das Wohlbefinden hinsichtlich der verhaltensbezogenen, physischen und 
physiologischen/biochemischen Parameter diskutiert.  

Verhaltensbezogene Indikatoren: Während der Erholungsphase wurden, wenn die 
Tiere ruhten, „rapid jerky dorsal-ventral head movements“ beobachtet (Hohlbaum et al. 
2018b). Diese Kopfbewegungen (Hohlbaum et al. 2018b) könnten als stereotype 
Verhaltensweisen beschrieben werden, denn sowohl bei Maus als auch bei Ratte kann 
Ketamin Stereotypien verursachen (Irifune et al. 1995; Razoux et al. 2007). Die 
Kopfbewegungen ähneln aber auch der 5-HT2-Rezeptor vermittelten „head twitch response“, 
die auf eine glutamaterge Modulation der serotonergen Funktion am postsynaptischen 5-HT2-
Rezeptor (Kim et al. 1998; Kim et al. 1999) und auf halluzinogen-ähnliche Effekte hinweist 
(Halberstadt et al. 2013). Ketamin bindet an den 5-HT2-Rezeptor (Kapur et al. 2002) und 
verstärkt bei Mäusen die 5-HT2-Rezeptor vermittelte „head twitch response“ (Kim et al. 1998; 
Kim et al. 1999). Dieser Effekt war nach wiederholten Narkosen signifikant stärker ausgeprägt 
als nach einer einmaligen Narkose (Hohlbaum et al. 2018b). 

Das Angst-bezogene Verhalten wurde gemäß Bert et al. (2013) im Free Exploratory 
Paradigm untersucht (Hohlbaum et al. 2018b). Die Latenz bis zur Exploration und damit die 
„trait anxiety“ waren bei weiblichen Mäusen bis zu acht Tage nach einmaliger bzw. letzter 
wiederholter Narkose erhöht (Hohlbaum et al. 2018b). Da bereits eine einmalige Narkose die 
„trait anxiety“ erhöhte, kann vermutet werden, dass weiblichen Tiere, die wiederholt narkotisiert 
wurden, nach jeder Narkose und demnach über einen länger anhaltenden Zeitraum von 
insgesamt circa vier Wochen eine erhöhte „trait anxiety“ zeigten (Hohlbaum et al. 2018b). 
Ähnliche geschlechtsspezifische Effekte wiederholter Ketamin-Gaben wurden bei Mäusen im 
Open Field Test für „state anxiety“ beobachtet (Thelen et al. 2016) und könnten darauf 
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zurückzuführen sein, dass die Sexualhormone am Angstverhalten beteiligt sind (Carrier et al. 
2013). Die durch eine einmalige Ketamin-Gabe ausgelösten Effekte können bis zu sieben 
Tage anhalten (Li et al. 2011). Da die Halbwertszeit von Ketamin relativ kurz ist, 12,7 Minuten 
bei C57BL/6Hsd Mäusen (Maxwell et al. 2006), unterliegen die Effekte, die bis zu acht Tage 
nach erster bzw. letzter Narkose beobachtet wurden (Hohlbaum et al. 2018b), vermutlich 
anhaltenden Veränderungen der Transmissionsprozesse (Browne et al. 2013). Im Gegenteil 
zu Ketamin werden für α2-Adrenozeptor-Agonisten eher anxiolytische Eigenschaften 
beschrieben (Millan et al. 2000). Neben der pharmakologischen Wirkung von Ketamin und 
Xylazin kann aber auch die Fixierung und die Injektion das Angst-bezogene Verhalten 
beeinflussen, denn schon eine intraperitoneale Injektion von Kochsalz-Lösung kann das 
Angst-bezogene Verhalten von Mäusen, wie im Elevated Plus Maze Test gezeigt, erhöhen 
(Lapin 1995). Zudem ist es möglich, dass der Anstieg des Angst-bezogenen Verhaltens mit 
den – im frühen postanästhetischen Zeitraum erlebten – Ketamin-induzierten Alpträumen oder 
Halluzinationen (Seamans 2008; Blagrove et al. 2009; Flecknell 2016b) zusammenhängt. 

Biochemische Indikatoren: Die FCM-Konzentrationen wurden im 24-stündigen 
postanästhetischen Zeitraum mittels 5α-pregnane-3β,11β,21-triol-20-one 
Enzymimmunoassay nach Touma (Touma et al. 2003; Touma et al. 2004) sowie Palme und 
Kollegen (2013) untersucht (Hohlbaum et al. 2018b). Mit diesem Assay kann verlässlich Stress 
bei Mäusen nachgewiesen werden (Walker et al. 2012; Voigt et al. 2013; Atanasov et al. 2015). 
Die einmalige Narkose steigerte die Aktivität der HPA-Achse in diesem Zeitraum mit 
signifikantem Unterschied im Vergleich zu den Kontrollen am stärksten, gefolgt von den 
wiederholten Narkosen (Hohlbaum et al. 2018b). Kontrolltiere zeigten die geringsten FCM-
Werte (Hohlbaum et al. 2018b).  

Inwiefern die Substanzen Ketamin und Xylazin die Ausscheidung an FCM 
beeinflussen, wird in der Literatur nicht beschrieben, wohl aber die Auswirkungen auf den 
Plasmakortikosteron-Spiegel. Nach KX-Narkose sinkt dieser bei männlichen Ratten (Saha et 
al. 2005), aber verändert sich hingegen bei weiblichen Kaninchen nicht (Illera et al. 2000). Für 
die Maus liegen keine Daten vor. Basierend auf den Angaben zu Ratte und Kaninchen 
scheinen bei den Mäusen der vorliegenden Studie die erhöhten FCM-Konzentrationen eher 
auf den Stress durch Fixierung und Injektion als auf die pharmakologischen Wirkung von 
Ketamin und Xylazin zurückzuführen zu sein (Hohlbaum et al. 2018b). Fixierung und Injektion 
erhöhen den Plasmakortikosteron-Spiegel (Meijer et al. 2006). Allerdings führt eine 
Wiederholung dieser Interventionen zu einem Gewöhnungseffekt (Ryabinin et al. 1999), wie 
bei Mäusen, die wiederholt eine KX-Injektion erhielten, beobachtet wurde (Hohlbaum et al. 
2018b).  

Ob die Aktivität der HPA-Achse langfristig bis zum Studienende erhöht war, wurde nach 
Gao et al. (Gao et al. 2013) mittels Kortikosteron-Konzentration im Haar untersucht (Hohlbaum 
et al. 2018b). Da die unterschiedlichen Narkoseregime die Kortikosteron-Konzentration im 
Haar nicht beeinflussten, schien der durch eine einmalige Narkose ausgelöste Stress bei 
wiederholten Narkosen nicht zu akkumulieren (Hohlbaum et al. 2018b). Im Gegensatz dazu, 
war der Stress gemäß den FCM-Konzentrationen nach der letzten wiederholten Narkose sogar 
geringer als nach einer einmaligen Narkose, wenn auch nicht signifikant (Hohlbaum et al. 
2018b).  

Offen bleibt allerdings, wie hoch die FCM-Konzentrationen nach der zweiten bis fünften 
Narkose waren. Diese Informationen sind wichtig, um einschätzen zu können, über welche 
Dauer das akute Stresslevel der Tiere, die wiederholt narkotisiert wurden, erhöht war 
(Hohlbaum et al. 2018b). 

Physische Indikatoren: Die Narkose beeinflusste den Verlauf des Körpergewichts 
über den Versuchszeitraum zwar nicht statistisch signifikant, aber dennoch sank das Gewicht 
bis zu zwei Tage nach einmaliger sowie letzter wiederholter Narkose (Hohlbaum et al. 2018b). 
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Belastungsbeurteilung: Die negativen Effekte der Narkosen auf das Wohlbefinden 
akkumulierten nicht, wenn die Mäuse wiederholt in Narkose gelegt wurden (Hohlbaum et al. 
2018b). Daraus lässt sich ableiten, dass die Effekte auf das Wohlbefinden sowohl nach einer 
einmaligen Narkose als auch nach wiederholten Narkosen mit KX gering waren (Hohlbaum et 
al. 2018b). Hingegen kann die Hypothese aufgestellt werden, dass der Zeitraum, in dem Stress 
und Angst-bezogenes Verhalten erhöht waren, bei Mäusen, die wiederholt der 
Narkoseprozedur unterzogen wurden, länger andauerte (Hohlbaum et al. 2018b). Da das 
Protokoll zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden nach Allgemeinnarkosen jedoch 
nur nach der ersten Narkose bzw. der letzten wiederholten Narkose durchgeführt wurde, kann 
angenommen werden, dass die „trait anxiety“ bei weiblichen Mäusen nach jeder Narkose 
erhöht war (Hohlbaum et al. 2018b). Zudem wissen wir nicht, nach welcher Narkose männliche 
Mäuse nicht mehr in der Futteraufnahme beeinträchtigt waren und in welchem Ausmaß sich 
die Ausscheidung an FCM nach der zweiten bis fünften Narkose verminderte (Hohlbaum et al. 
2018b). Für die Beurteilung des Schweregrades eines Verfahrens ist die Dauer der Effekte 
allerdings essenziell (Hohlbaum et al. 2018b). Daher kann nicht eindeutig festgelegt werden, 
ob wiederholte Narkosen mit KX kurzfristige geringe Effekte (Schweregrad „gering“) oder 
länger anhaltende geringe Effekte auf das Stresslevel und Angst-bezogene Verhalten 
(Schweregrad „mittel“) verursachten (Hohlbaum et al. 2018b).  

In der vorliegenden Studie wurde eine Dosierung von 80 mg/kg Ketamin und 16 mg/kg 
Xylazin gewählt (Löscher et al. 1991), weil nach Erfahrungen der Arbeitsgruppen mit dieser 
Konzentration bei Mäusen eine chirurgische Toleranz von circa 40 Minuten erreicht werden 
kann. Eine andere Dosierung der beiden Substanzen könnte zu abweichenden Ergebnissen 
führen. Die gewählte Dosierung ist aber keinesfalls zu hoch. In einer umfangreichen Übersicht 
stellten Arras und Mitarbeiter fest, dass eine Dosierung von 100 mg/kg Ketamin und 20 mg/kg 
Xylazin und 3 mg/kg Azepromazin die höchste Effektivität bei Mäusen in Bezug auf die 
chirurgische Toleranz und geringe Todesraten besitzt (Arras et al. 2001). 

Im Hinblick auf die Reduktion der Tierzahl durch die wiederholte Verwendung einzelner 
Tiere innerhalb eines Verfahrens würden demnach Studien mit einem gering belastenden 
Narkoseregime im Sinne der 3R stehen und gerechtfertigt sein. Wenn aber im Rahmen 
zukünftiger Studien festgestellt wird, dass die Effekte lang anhaltend sind, wäre die Reduktion 
der Tierzahl auf Kosten einer höheren Belastung einzelner Tiere ethisch schwieriger zu 
vertreten. 

 

6.3. Belastung wiederholter Inhalations- und Injektionsnarkosen im 
Vergleich 

 

Ob sich eher die Inhalationsnarkose mit Isofluran oder die Injektionsnarkose mit KX eignet, 

hängt von der jeweiligen wissenschaftlichen Fragestellung und dem Versuchsdesign ab. 

Generell bietet die Inhalationsanästhesie mit Isofluran eine größere Sicherheit, denn die 

Anästhesietiefe ist steuerbar und die Aufwachphase ist kurz (Ammer et al. 2002; Gargiulo et 

al. 2012; Flecknell 2016b). Zudem sind der Einfluss auf das Herz-Kreislauf-System und der 

Metabolismus in der Leber gering (Holaday et al. 1975; Eger 1981; Dale et al. 1987; Ammer 

et al. 2002; Gargiulo et al. 2012). Allerdings kann eine Inhalationsnarkose mit Isofluran in 

einigen Studien kontraindiziert sein, da das Anästhetikum die Schleimhaut des Atemtrakts 

reizen kann (Kichko et al. 2015) und zu einer dosisabhängigen respiratorischen Depression 

(Eger 1981) sowie einer durch die Vasodilatation bedingten Hypotonie führt (Eger 1981; Dale 

et al. 1987; Ammer et al. 2002; Ensinger 2005). Bei wiederholter Anwendung von Isofluran 

können sich Herzfrequenz und Blutdruck verändern (Albrecht et al. 2014). Neben der 

pharmakologischen Wirkung kann aber auch das sperrige (kostenintensive) Equipment, das 

für eine Inhalationsnarkose benötigt wird, ein Ausschlusskriterium sein (Arras et al. 2001; 

Lorenz 2002; Buitrago et al. 2008). Eine Alternative zur Inhalationsnarkose ist eine 
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Injektionsnarkose wie die Kombination von KX (Dittmar et al. 2004). Für eine Injektionsnarkose 

ist kein zusätzliches Equipment erforderlich (Siriarchavatana et al. 2016). Ein weiterer Vorteil 

ist vor allem die analgetische Wirkung von KX, allerdings ist die Narkose mit KX nicht steuerbar 

(Flecknell 2016a). Die Aufwachphase ist länger als nach einer Inhalationsnarkose (Gargiulo et 

al. 2012; Flecknell 2016a). Ketamin und Xylazin unterliegen im Gegensatz zu Isofluran einem 

intensiven Metabolismus durch Leberenzyme (Hijazi et al. 2002). Zusätzlich kann die in der 

Regel intraperitoneal erfolgende Applikation Verletzungen der inneren Organe verursachen 

(Miner et al. 1969; Gaines Das et al. 2007; Gargiulo et al. 2012; Levin-Arama et al. 2016) und 

das Wohlbefinden durch Fixierungs- sowie Injektionsstress beeinflussen (Meijer et al. 2006). 

Da sich die Injektionsnarkose mit KX und die Inhalationsnarkose mit Isofluran in der 

Durchführung und im Verlauf der Narkosestadien voneinander unterscheiden, ist es möglich, 

dass bei wiederholter Durchführung der Schweregrad der Injektions- und Inhalationsnarkose 

voneinander abweichen könnten. 

Weder nach wiederholten Inhalations- noch nach wiederholten Injektionsnarkosen 

akkumulierten die negativen Effekte auf das Wohlbefinden der Tiere hinsichtlich der 

verhaltensbezogenen, physiologischen/biochemischen und physischen Indikatoren 

(Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Demzufolge können die Effekte als gering 

klassifiziert werden (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Dennoch unterschieden 

sich die Auswirkungen der wiederholten Inhalations- und Injektionsnarkosen auf das 

Wohlbefinden in ihrer Dauer (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Wiederholte 

Inhalationsnarkosen mit Isofluran verursachten kurzzeitige geringe Effekte auf das 

Wohlbefinden im frühen postanästhetischen Zeitraum (Hohlbaum et al. 2017). Hingegen 

beeinträchtigten wiederholte Injektionsnarkosen das Wohlbefinden zwar im geringen Ausmaß, 

aber über einen vermutlich längeren Zeitraum – das Angst-bezogene Verhalten war 

möglicherweise bis zu vier Wochen bei Weibchen und das akute Stresslevel über einen noch 

nicht bestimmbaren Zeitraum insbesondere bei Männchen erhöht (Hohlbaum et al. 2018b). 

Generell reagierten weibliche Tiere sensibler auf beide Narkoseregime (Hohlbaum et al. 2017; 

Hohlbaum et al. 2018b). 

Im Folgenden werden die Belastungen von Mäusen durch wiederholte Narkosen mit 
Isofluran und KX verglichen. Die Belastung im postanästhetischen Zeitraum bezieht sich auf 
die Beobachtungen, die anhand des Protokolls zur systematischen Beurteilung von 
Wohlbefinden bei Mäusen nach Allgemeinnarkosen gemacht wurden. Die Belastung im 
anästhetischen Zeitraum basiert auf den Vitalparametern, die während der 
Narkoseüberwachung dokumentiert wurden, und dem Verlauf der Narkosephasen. 

Belastung im postanästhetischen Zeitraum: Im unmittelbaren postanästhetischen 

Zeitraum zeigten die Mäuse bis zu 30 Minuten nach Inhalationsnarkose und bis zu 

150 Minuten nach Injektionsnarkose erhöhte Scores auf der MGS nach Langford et al. (2010) 

(Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Zwischen 30 und 150 Minuten nach 

Inhalationsnarkose indizierte eine Reduktion im Wühlverhalten, dass das Wohlbefinden in 

diesem Zeitraum noch in geringem Umfang beeinträchtigt war (Hohlbaum et al. 2017). Dieser 

Test (Deacon et al. 2001; Deacon 2006; Deacon 2009; Jirkof et al. 2010; Deacon 2012) war 

nach Injektionsnarkose nicht zielführend, da die Tiere zu diesem Zeitpunkt noch nicht in der 

Lage waren, die Pellets aus dem Bau herauszuwühlen (Hohlbaum et al. 2018b). Die im 

Vergleich zur Inhalationsnarkose längeren Ruhephasen in der Erholungsphase nach 

Injektionsnarkosen deuteten darauf hin, dass sich die Mäuse nach Inhalationsnarkosen 

schneller wieder erholten (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b), was durch die 

Pharmakokinetik der Substanzen zu erklären ist. 



Diskussion 

92 
 

Das Wohlbefinden regenerierte sich bei allen Tieren, unabhängig vom Narkoseregime, bis 

zum nächsten Morgen wieder, wie die unveränderte Aktivität im Heimatkäfig während der 

Dunkelphase und die nach Deacon (Deacon 2006) bewerteten hohen, komplexen Nester 

zeigten (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Beide Narkoseregime hatten keinen 

signifikanten Einfluss auf das Körpergewicht und alle Tiere nahmen über den Verlauf der 

Studie zu (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). 

Wenn die FCM-Werte nach Inhalations- und Injektionsnarkose verglichen werden, fällt 

auf, dass sie sowohl an Tag 1 als auch an Tag 8 nach letzter wiederholter Narkose mit KX 

höher waren (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Demzufolge waren die Tiere 

infolge wiederholter Injektionsnarkosen vermehrt akutem Stress ausgesetzt als nach 

wiederholten Inhalationsnarkosen (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Da die 

FCM-Konzentration auch schon nach einmaliger Injektionsnarkose über dem Wert der 

einmaligen Inhalationsnarkose lag (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b), ist 

anzunehmen, dass die Beobachtung dieses Zustands auf die gesamte Dauer des 

Narkoseprotokolls zutrifft. Insgesamt war das akute Stresslevel infolge wiederholter 

Injektionsnarkosen über mindestens vier Wochen höher als infolge wiederholter 

Inhalationsnarkosen (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). 

Allerdings war ein deutlicher Habituationseffekt an die Prozedur der Injektionsnarkose 

zu verzeichnen: Die erhöhte Aktivität der HPA-Achse, gemessen mittels FCM-

Konzentrationen, verringerte sich nach letzter wiederholter Narkose (Hohlbaum et al. 2018b). 

Zudem nahmen Männchen nach letzter wiederholter Narkose mehr Futter als nach einmaliger 

Narkose auf (Hohlbaum et al. 2018b). Ein solch ausgeprägter Habituationseffekt war bei 

wiederholter Inhalationsnarkose nicht zu beobachten, weil die einmalige Narkose mit Isofluran 

das Wohlbefinden der Tiere in geringerem Maß beeinflusste als eine einmalige Narkose mit 

KX (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Demzufolge waren nach letzter 

wiederholter Inhalationsnarkosen auch keine Effekte auf die Aktivität der HPA-Achse anhand 

der FCM-Werte zu erkennen (Hohlbaum et al. 2017). Wohl aber waren Habituationseffekte an 

die Situation während der Erholungsphase zu beobachten. Die Tiere zeigten eine schnellere 

sowie höhere Futteraufnahme nach letzter wiederholter als nach einmaliger Narkose mit 

Isofluran (Hohlbaum et al. 2017). 

Das Angst-bezogene Verhalten verstärkte sich bei weiblichen Tieren infolge beider 

Narkoseregime (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Die Tiere zeigten eine höhere 

„trait anxiety“ an Tag 1 nach letzter wiederholter Inhalationsnarkose und an den Tagen 1 sowie 

8 nach letzter wiederholter Injektionsnarkose (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). 

Dabei muss berücksichtigt werden, dass bei weiblichen Mäusen bereits eine höhere „trait 

anxiety“ nach einer einmaligen Injektions-, nicht aber nach einer einmaligen 

Inhalationsnarkose vorlag (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Demnach ist 

anzunehmen, dass Mäuse, die innerhalb von drei Wochen wiederholt mit KX narkotisiert 

wurden, vermutlich über insgesamt vier Wochen und somit über einen längeren Zeitraum als 

nach wiederholten Inhalationsnarkosen vermehrt angstbezogenes Verhalten zeigten 

(Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). 

Belastung im anästhetischen Zeitraum: Bei Betrachtung der letzten wiederholten 

Inhalations- und Injektionsnarkosen fällt auf, dass die Mäuse scheinbar eine Toleranz gegen 

die narkotische Wirkung von Isofluran und auch KX entwickelten (Hohlbaum et al. 2017; 

Hohlbaum et al. 2018b). Dennoch änderte sich die Dauer der Einleitungsphase bei KX-

Narkose nicht wesentlich, wohl aber bei Isofluran-Narkose. Die Einleitungsphase der sechsten 

Isofluran-Narkose dauerte somit länger als die Einleitungsphase der sechsten KX-Narkose 

(Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Die verlängerte Einleitungsdauer der Isofluran-

Narkose, die möglicherweise durch die verstärkte Aktivierung der Transient Rezeptor Potential 
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Ankirin 1 (TRPA1)-Kanäle sowie der damit induzierten Störung der respiratorischen Funktion 

verursacht wurde (Li et al. 2015) und zusätzlich mit vermehrten Exzitationen verbunden war, 

erhöht die Belastung, denn die wiederholte Exposition von Isofluran wirkt aversiv (Moody et al. 

2014). Zudem ist es denkbar, dass die Tiere den Kontrollverlust während der 

Narkoseeinleitung länger bewusst wahrnahmen. 

Mit der Aufwachphase verhielt es sich umgekehrt. Wegen der Umverteilung und auch 
des umfangreichen Metabolismus von KX im Körper dauerte die Aufwachphase nach 
Injektionsnarkose länger als nach Inhalationsnarkose (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 
2018b). Während der Narkose war unter KX im Vergleich zu Isofluran die Atmung zwar 
stabiler, aber die Herzfrequenz und Sauerstoffsättigung deutlich supprimiert (Hohlbaum et al. 
2017; Hohlbaum et al. 2018b). Aufgrund der raschen Elimination von Isofluran (Holaday et al. 
1975; Eger 1981; Ammer et al. 2002; Gargiulo et al. 2012) erholt sich die Atemfrequenz schnell 
wieder nach Ende der Narkose. Hingegen ist anzunehmen, dass sich die verringerte 
Herzfrequenz und die damit vermutlich assoziierte niedrige Sauerstoffsättigung nach 
Injektionsnarkose relativ langsam wieder stabilisieren. Angenommen, die Maus empfindet im 
hypoxischen Zustand ähnliche Symptome wie der Mensch (Unwohlsein, Kopfschmerzen, 
Schwindel und Müdigkeit) (Clarke 2006), kann das Wohlbefinden, je nach Dauer dieses 
Zustands, dadurch reduziert werden. 

Wie aufgrund der Pharmakokinetik der Anästhetika anzunehmen war, zeigten die Tiere 
nach wiederholten Injektionsnarkosen längere Ruhezeiten als nach wiederholten 
Inhalationsnarkosen und konnten Verhaltensweisen wie Futteraufnahme, Putzen sowie 
Aufrichten in der 20-minütigen Erholungsphase noch nicht ausüben (Hohlbaum et al. 2017; 
Hohlbaum et al. 2018b). Letztere wurden nach Inhalationsnarkosen innerhalb kurzer Zeit 
beobachtet (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Nach Injektionsnarkosen traten 
Auffälligkeiten in der Erholungsphase („rapid jerky dorsal-ventral head movements“) auf 
(Hohlbaum et al. 2018b). 

Zwischen wiederholter KX- und wiederholter Isofluran-Narkose unterschieden sich die 
Phasen der Narkose, welche die Tiere vermutlich bei Bewusstsein erlebten, aber mit 
Kontrollverlust einhergingen, also Einleitung und Aufwach- sowie Erholungsphase, in ihrer 
Dauer und der Summe sowie der Intensität an negativen Effekten auf das Wohlbefinden. Die 
Narkoseeinleitung mit Isofluran schien aufgrund ihrer Dauer und den vermehrten Exzitationen 
bei wiederholter Anwendung belastender zu sein als die Induktion mit KX. Wenn allerdings die 
Folgen des Fixierungs- und Injektionsstress der Injektionsnarkosen, die sich vor allem in den 
Erhebungen der verhaltensbezogenen und biochemischen Parameter widerspiegelten, 
berücksichtigt werden, muss diese Aussage relativiert werden (Hohlbaum et al. 2017; 
Hohlbaum et al. 2018b). In der Aufwach- und Erholungsphase war das Wohlbefinden infolge 
wiederholter Injektionsnarkosen über einen längeren Zeitraum als nach wiederholten 
Inhalationsnarkose beeinträchtigt (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). 

Fazit für die versuchstierkundliche Praxis: Wenn beide Narkoseregime einander 
gegenüber gestellt werden, waren die negativen Effekte auf das Wohlbefinden sowohl bei 
Inhalations- als auch Injektionsnarkose gering, hielten aber nach Injektionsnarkosen länger an 
(Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018b). Wiederholte Injektionsnarkosen 
beeinträchtigten die MGS und erhöhten, in Abhängigkeit vom Geschlecht, das Angst-
bezogene Verhalten sowie das Level an akuten Stress über einen längeren Zeitraum als 
wiederholte Inhalationsnarkosen (Hohlbaum et al. 2018b). Darüber hinaus waren die Tiere 
während der Erholungsphase nach wiederholten Injektionsnarkosen stärker beeinträchtigt 
(Hohlbaum et al. 2018b). Kommen für eine Studie unter Berücksichtigung der Fragestellung, 
des Tiermodells und der jeweiligen Methoden beide Narkoseregime in Betracht, ist auf der 
Basis der vorliegenden Arbeit die Inhalationsnarkose vorzuziehen.  



Diskussion 

94 
 

Generell sollten die Ergebnisse der vorliegenden Studie beachtet werden, wenn die 
Gesamtbelastung eines Tieres durch ein Verfahren unter Berücksichtigung aller 
durchgeführten Interventionen prospektiv im Tierversuchsantrag eingeschätzt wird. 
 

6.4. Eignung des Protokolls zur Belastungsbeurteilung von 
tierexperimentellen Verfahren mit Narkosen 

 

Das Protokoll zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach 
Allgemeinnarkosen wurde ursprünglich entwickelt, um die Belastung von adulten C57BL/6JRj 
Mäusen nach einmaliger Narkose und wiederholten Narkosen mit Isofluran oder KX auf 
tierbasierter und wissenschaftlicher Ebene objektiv zu beurteilen (Hohlbaum et al. 2018a). Die 
Ergebnisse der vorliegenden Arbeit bestätigen, dass sich der Großteil der 
verhaltensbezogenen, physiologischen/biochemischen und physischen Indikatoren, die für 
das Protokoll ausgewählt wurden, für diesen Zweck eignen (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum 
et al. 2018a; Hohlbaum et al. 2018b).  

Am sensitivsten waren die MGS, das Wühlverhalten, die Futteraufnahme, das Angst-
bezogene Verhalten und die FCM-Werte (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018a; 
Hohlbaum et al. 2018b). Dabei muss aber auch der Verlauf der Erholungsphase beachtet 
werden, da sich die Tiere aufgrund der Pharmakokinetik der Substanzen nach der 
Injektionsnarkose wesentlich langsamer erholen und somit vor allem für Beobachtungen im 
unmittelbaren postanästhetischen Zeitraum, wie für die MGS sowie das Wühlverhalten, 
spätere Zeitpunkt gewählt werden müssen (Hohlbaum et al. 2018b). Aus diesem Grund wurde 
in der vorliegenden Arbeit die MGS erst 150 Minuten nach Injektionsnarkose gemessen; der 
Test zum Wühlverhalten im Zeitraum 30 und 150 Minuten nach Narkose war nicht 
durchführbar, da die Tiere noch nicht in der Lage waren, die Pellets aus dem Bau 
herauszuwühlen (Hohlbaum et al. 2018b). Auch wenn die Aktivität im Heimatkäfig keine 
signifikanten Veränderungen infolge der Narkoseregime offenbarte, ist dieser Parameter für 
die Interpretation der anderen Tests wichtig. Würde die Aktivität im Heimatkäfig auf eine 
reduzierte motorische Aktivität hinweisen, könnte dadurch auch die Futteraufnahme sowie die 
Exploration im Free Exploratory Paradigm beeinträchtigt und – aufgrund der damit 
verbundenen Transitzeit im Darmtrakt (Touma et al. 2003) – der Peak der FCM-Werte 
verschoben sein. Die FCM-Werte spiegelten den Stress im 24-stündigen postanästhetischen 
Zeitraum wider, aber die Konzentration an Kortikosteron im Haar schien weniger geeignet zu 
sein, um chronischen Stress infolge von wiederholten Narkosen zu messen. Da durch Letztere 
aber auch bei Mäusen bereits chronischer Stress infolge länger andauernder Unruhen in der 
sozialen Gruppe nachgewiesen werden konnte (Yu et al. 2015; Jarcho et al. 2016), bleibt zu 
vermuten, dass wiederholte Narkosen die HPA-Achse in einem geringeren Ausmaß als soziale 
Unruhen aktivierten und dieser Effekt somit nicht durch den Haar-Kortikosteron-Wert 
nachweisbar war. Das Körpergewicht bzw. der Body Condition Score sind in der Regel Teil 
von jedem Score Sheet und ein essenzieller Indikator für die Belastung von Mäusen durch ein 
tierexperimentelles Verfahren (Ullman-Cullere et al. 1999; EC AG für Bewertung des 
Schweregrads von Verfahren 2012).  

Das Protokoll zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach 
Allgemeinnarkosen ist einfach durchführbar und benötigt kein aufwendiges Equipment 
(Hohlbaum et al. 2018a). Es kann komplett oder teilweise in laufende Studien integriert werden 
(Hohlbaum et al. 2018a). Wenn das Protokoll an eine Studie angepasst wird und Zeitpunkte 
der Beobachtungen festgelegt werden, muss der zirkadiane Rhythmus der Mäuse 
berücksichtigt werden – Mäuse sind morgens aktiver als nachmittags (Saibaba et al. 1996). 
Daher sollten die jeweiligen Beobachtungen bei allen Tieren zu gleichen Tageszeiten erfolgen 
(Hohlbaum et al. 2018a). 

Um mithilfe des Protokolls ausschließlich die Effekte des zu untersuchenden 
Verfahrens zu messen, müssen die Mäuse vor jeglichen zusätzlichen Stressoren in der 
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Tierhaltung bewahrt werden. Andernfalls können die Ergebnisse der Tests aus dem Protokoll 
verzerrt werden. Ein zentraler alltäglicher Stressor, das Handling, sei hier genannt, denn durch 
die Wahl einer geeigneten Methode wie das Cupping und/oder Tunnel-Handling lässt sich der 
durch die Interaktion mit dem Menschen induzierte Stress minimieren (Hurst et al. 2010). 

Das Protokoll eignet sich vor allem für Verfahren, über deren Schweregrad noch nicht 
ausreichend Informationen zur Verfügung stehen (Hohlbaum et al. 2018a). Wenn laut des 
Protokolls das Wohlbefinden einer Maus gestört ist, sollten die jeweiligen Tests zu einem 
späteren Zeitpunkt erneut durchgeführt werden, um festzustellen, wann sich das Tier wieder 
erholt (Hohlbaum et al. 2018a). Außerdem offenbart die Erkenntnis über den Zustand des 
Tieres die Möglichkeit, angemessene Refinement-Maßnahmen zu den richtigen Zeitpunkten 
einzusetzen (Hohlbaum et al. 2018a). Das Protokoll kann dann wiederum angewendet werden, 
um zu beurteilen, ob Refinement-Maßnahmen gewirkt und die Belastung der Tiere verringert 
haben (Hohlbaum et al. 2018a). 

Ergänzend zu Score Sheets erfasst das Protokoll wichtige Informationen über das 
Wohlbefinden der Mäuse nach Allgemeinnarkosen (Hohlbaum et al. 2018a). Somit können 
Wissenschaftlerinnen und Wissenschaftler es nutzen, um den Schweregrad eines Verfahrens 
mit Allgemeinnarkosen auf wissenschaftlicher und tierbasierter Ebene objektiv zu beurteilen 
(Hohlbaum et al. 2018a). Dennoch enthält das Protokoll keine Skala, um Verfahren den 
jeweiligen Schwergraden „gering“, „mittel“ oder „schwer“ zu zuordnen. Bei der 
Belastungsbeurteilung müssen die Beispiele in Annex VIII der RL 2010/63/EU als Vergleich 
hinzugezogen werden (Hohlbaum et al. 2018a).  

 

6.5. Limitationen 
 

Die in der vorliegenden Arbeit vorgenommenen Belastungsbeurteilungen beziehen sich auf 
die jeweilig angewendeten Narkoseprotokolle. Variationen in der Applikationsweise, 
Dosierung, Dauer der einzelnen Narkosen, Anzahl an Narkosen oder Abständen zwischen den 
Narkosen könnten dazu führen, dass die Tiere in einem anderen Maß belastet werden und 
somit der Schweregrad zu- oder abnimmt. Daneben muss beachtet werden, dass in der 
vorliegenden Studie gesunde adulte C57BL/6JRj-Mäuse untersucht wurden, um die reine 
Belastung durch die Narkosen zu erfassen – unabhängig von anderen Einflussfaktoren. Dieser 
Stamm wurde gewählt, da er am häufigsten in der tierexperimentellen Forschung genutzt wird. 
In Abhängigkeit von Alter, Mausstamm oder Tiermodell könnten die Narkoseprotokolle das 
Wohlbefinden jedoch in einem unterschiedlichen Umfang beeinträchtigen und somit in ihrem 
Schweregrad variieren. 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit können als Orientierung für die prospektive 
Belastungsbeurteilung anderer Studien, die wiederholte Allgemeinnarkosen umfassen, 
dienen. Dennoch sollte die Belastung der Tiere, unter anderem beispielweise auch mit Hilfe 
des Protokolls zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach 
Allgemeinnarkosen (Hohlbaum et al. 2018a), sorgfältig dokumentiert werden, um im Anschluss 
an die Studie den tatsächlichen Schweregrad des eignen Narkoseprotokolls unter 
Berücksichtigung von Alter und Tierstamm sowie -modell zu erfassen. 

Das Protokoll zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach 
Allgemeinnarkosen wurde so aufgebaut, dass zusätzlicher Stress durch die verschiedenen 
Beobachtungen minimiert wurde (Hohlbaum et al. 2018a). Der Zeitraum der Einzelhaltung 
wurde auf 24 Stunden reduziert, indem gleichzeitig vier verschiedene Parameter (Aktivität im 
Heimatkäfig, Nestbauverhalten, Futteraufnahme, FCM-Werte) untersucht wurden (Hohlbaum 
et al. 2018a). Zudem sollten der Gebrauch von Einstreu aus dem Heimatkäfig und der visuelle, 
akustische sowie olfaktorische Kontakt zu den anderen Tieren – den durch die Einzelhaltung 
verursachten – Stress verringern (Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018a; Hohlbaum et 
al. 2018b). Um den Einfluss der Einzelhaltung auf das Wohlbefinden der Tiere zu erfassen, 



Diskussion 

96 
 

wurden die Kontrolltiere der Studie ebenfalls entsprechend des Protokolls beobachtet und bei 
der Interpretation der Ergebnisse berücksichtigt (Hohlbaum et al. 2018a). Im Hinblick auf das 
Körpergewicht, das auch bei den Kontrolltieren einen Tag nach der 24-stündigen Einzelhaltung 
sank, scheint die Einzelhaltung entgegen aller Bemühungen Stress verursacht zu haben 
(Hohlbaum et al. 2017; Hohlbaum et al. 2018a; Hohlbaum et al. 2018b). Alternativen, diese 
Parameter zu bestimmen, ohne dass die Tiere einzeln gehalten werden müssen, sollten also 
in Erwägung gezogen werden. Beispielweise können automatische Analysesysteme die Tiere 
einer Gruppe anhand eines subkutan applizierten Mikrochips identifizieren und Parameter wie 
die Aktivität im Heimatkäfig sowie die Futteraufnahme für jedes Einzeltier individuell erfassen 
(Bains et al. 2016).  

Für beide Narkoseregime, Injektions- und Inhalationsnarkose, wäre die Analyse von 
Blutwerten interessant gewesen, um zu beurteilen, in welchem Umfang wiederholte Narkosen 
den Metabolismus der Tiere beeinflussen. Auswirkungen auf den Blutglukose-Spiegel sind 
sowohl für Isofluran als auch für der Kombination von KX bekannt (Pomplun et al. 2004; Brown 
et al. 2005; Saha et al. 2005; Windeløv et al. 2016). Darüber hinaus können die Tiere über die 
Dauer der Narkose und gegebenenfalls auch noch während der Aufwach- und 
Erholungsphase keine Nahrung zu sich nehmen, wodurch der Metabolismus ebenfalls 
beeinträchtigt wird (Jensen et al. 2013). Eine durch die Narkosen bedingte Störung des 
zirkadianen Rhythmus (Prudian et al. 1997; Mihara et al. 2012; Kikuchi et al. 2013), der 
wiederum eng an die Futteraufnahme gekoppelt ist (Jensen et al. 2013), kann auch zu 
Veränderungen im Metabolismus führen (Jensen et al. 2013). Eine Blutabnahme während 
oder auch nach den Narkosen hätte das Stresslevel der Tiere beeinflusst und damit die 
Ergebnisse zum Wohlbefinden nach den Narkosen verzerrt. 

Die vorliegende Studie fokussierte sich auf den Zustand der Tiere nach letzter 
wiederholter Narkose im Vergleich zur einmaligen Narkose bzw. den Kontrolltieren, so dass 
bei Tieren, die wiederholt narkotisiert wurden, die Beobachtungen erst nach der letzten 
Narkose durchgeführt wurden. Insbesondere im Hinblick auf die Injektionsnarkose stellt sich 
nun aber bei der Interpretation der Parameter, die schon nach einer einmaligen Narkose 
verändert waren und nach der letzten wiederholten Narkose entweder immer noch oder nicht 
mehr beeinflusst waren, die Frage, zu welchem Grad diese Parameter nach der zweiten bis 
fünften Narkosen beeinträchtigt waren. Die Dauer der Effekte hat einen essenziellen Einfluss 
auf den Schweregrad nach Annex VIII der RL 2010/63/EU. 

Die Limitationen geben Anlass dazu, die Fragestellung der vorliegenden Studie in 
zukünftigen Untersuchungen weiterzuverfolgen und das Protokoll weiterzuentwickeln. 

 

6.6. Ausblick 
 

Das Protokoll zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach 
Allgemeinnarkosen könnte verbessert werden, indem der durch die Einzelhaltung induzierte 
Stress verhindert und die Parameter für die gesamte Tiergruppe erfasst werden (Hohlbaum et 
al. 2018a). Statt auf Ebene eines Individuums könnten die Parameter auf Ebene einer Gruppe 
an Mäusen, die zusammen in einem Käfig gehalten werden, analysiert werden. Ist ein oder 
sind mehrere Parameter auf Gruppenebene beeinträchtigt, müssten alle Mäuse der Gruppe 
sorgfältig untersucht werden, beispielsweise mittels Score Sheet oder einer erweiterten 
klinischen Untersuchung, um die Mäuse, deren Wohlbefinden reduziert ist, zu identifizieren. 
Wie sensitiv diese Methode ist, muss in zukünftigen Studien geprüft werden. 

Um zu analysieren, wie sich Variationen im Narkoseprotokoll (Applikationsweise, 
Dosierung bzw. Konzentration der Komponenten, Dauer und Anzahl der Narkosen, Abstände 
zwischen den Narkosen), aber auch im Alter, Mausstamm sowie Tiermodell auf das 
Wohlbefinden auswirken, ist es sinnvoll, im Sinne der 3R weitere Studien in Kooperation mit 
Arbeitsgruppen aus dem Bereich der bildgebenden Techniken durchzuführen. Das Protokoll 
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zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach Allgemeinnarkosen kann 
an die jeweiligen Studien angepasst werden, so dass kein zusätzlicher Stress für die Tiere 
entsteht und die Untersuchungen der eigentlichen Studie nicht beeinflusst werden. Die 
verhaltensbezogenen, physiologischen/biochemischen und physischen Indikatoren könnten 
schon zu früheren Zeitpunkten als nach der letzten wiederholten Narkose beobachtet werden, 
gegebenenfalls nach jeder Narkose. So könnte bestimmt werden, inwiefern sich die Parameter 
über den Verlauf der Studie ändern. Wenn die jeweiligen Studien ohnehin Blutabnahmen oder 
nach der Tötung der Tiere histologische Untersuchungen vorsehen, könnten im gleichen Zuge 
weitere Indikatoren zur Belastungsbeurteilung gemessen werden. Blutwerte wie Kreatinkinase 
für potenzielle Muskelverletzungen infolge der Injektion und Glukose könnten bestimmt bzw. 
histologische Untersuchungen der Injektionsstelle bei Injektionsnarkose bzw. des 
Respirationstrakts bei Inhalationsnarkose könnten durchgeführt werden. 

Nachdem die Belastung durch ein Verfahren tierbasiert und objektiv anhand des 
Protokolls zur systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach 
Allgemeinnarkosen ermittelt wurde, erschließen sich möglicherwiese neue Erkenntnisse über 
die Auswirkungen des Verfahrens auf die Tiere. Dies ist die Voraussetzung dafür, dass 
geeignete Refinement-Maßnahmen eingeführt werden können. Mithilfe des Protokolls kann 
wiederum geprüft werden, ob die Refinement-Maßnahmen effektiv waren. Im Sinne der 
Reproduzierbarkeit der Ergebnisse geht mit der Verbesserung der tierexperimentellen 
Verfahren auch eine höhere wissenschaftliche Qualität einher (Garner 2005). Indem die 
Belastungsbeurteilungen und Refinement-Maßnahmen veröffentlicht werden, wird die 
Transparenz gegenüber der Öffentlichkeit verbessert. Zudem profitieren somit auch andere 
tierexperimentell arbeitende Arbeitsgruppen von den neuen Erkenntnissen – vor allem aber 
natürlich die Versuchstiere. 
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7. Zusammenfassung 

Beurteilung des Schweregrades von wiederholten Narkosen bei Mäusen  
durch objektive Ermittlung tierbasierter Indikatoren für Wohlbefinden 

Das 3R-Prinzip von Russel und Burch (Replace, Reduce, Refine bzw. Vermeiden, Verringern, 
Verbessern) soll nach der Richtlinie (RL) 2010/63/EU in allen tierexperimentellen Bereichen 
angewendet werden. Wenn immer möglich, sollen Tierversuche durch Alternativmethoden 
ersetzt werden. Wenn ein Tierversuch nicht vermieden werden kann und als unerlässlich gilt, 
darf nur die notwendige Anzahl an Versuchstieren eingesetzt und Schmerzen, Leiden sowie 
Schäden müssen auf ein Minimum reduziert werden. Eine mögliche Strategie, die Tierzahl zu 
reduzieren, ist die wiederholte Verwendung von Tieren innerhalb eines Verfahrens wie 
beispielsweise Bildgebungsstudien. Bildgebende Techniken ermöglichen longitudinale 
Verlaufsuntersuchungen am gleichen Tier, um Krankheits- oder Heilungsprozesse 
festzustellen. Allerdings müssen die Tiere für jede bildgebende Untersuchung mittels Narkose 
immobilisiert werden, obwohl denkbar ist, dass wiederholte Narkosen das Wohlbefinden eines 
Tieres in einem größeren Ausmaß als eine einmalige Narkose beeinträchtigen könnten. Eine 
wiederholte Verwendung von Tieren innerhalb eines Verfahrens ist nur sinnvoll im Sinne des 
3R-Prinzips, wenn Schmerzen, Leiden und Schäden nicht akkumulieren.  

Der Schweregrad der wiederholten Verwendung innerhalb eines Verfahrens darf den 
Schweregrad der einmaligen Verwendung nicht übersteigen, denn die Tierzahl darf nicht auf 
Kosten des Wohlbefindens einzelner Tiere reduziert werden. Der Schweregrad von Narkosen 
gilt entsprechend Anhang VIII der RL 2010/63/EU zwar als gering belastend, aber die Richtlinie 
differenziert weder zwischen einer einmaligen Narkose und wiederholten Narkosen noch 
zwischen den verschiedenen Gruppen der Allgemeinanästhetika. Um die Belastung durch 
wiederholte Narkosen gemäß der RL 2010/63/EU beurteilen zu können, wurden in der 
vorliegenden Arbeit die Auswirkungen von wiederholten Narkosen (6 × mit einem Intervall von 
drei bis vier Tagen) und einer einmaligen Narkose auf das Wohlbefinden von adulten 
C57BL/6JRj Mäusen mit unbehandelten Mäusen verglichen. Dabei wurden die in der 
Versuchstierkunde am häufigsten durchgeführten Anästhesien, die Inhalationsanästhesie mit 
Isofluran sowie die Injektionsanästhesie mit der Kombination aus Ketamin und Xylazin, 
verwendet. Exzitationen, Narkosephasen und Vitalparameter wurden während der 
Narkoseüberwachung bestimmt. Für den postanästhetischen Zeitraum wurde ein Protokoll zur 
systematischen Beurteilung von Wohlbefinden bei Mäusen nach Allgemeinnarkosen 
entwickelt und angewendet. Das Protokoll enthielt Tests zum Luxury Behavior, die Mouse 
Grimace Scale (MGS), den Free Exploratory Paradigm für Angst-bezogenes Verhalten, die 
Aktivität, die Futteraufnahme und das Körpergewicht sowie die Analyse von fäkalen 
Kortikosteronmetaboliten (FCM) für akuten Stress. 

In Bezug auf Inhalationsnarkosen mit Isofluran beeinflussten weder eine einmalige 
Narkose noch wiederholte Narkosen das Nestbauverhalten, die Aktivität, das Körpergewicht 
und Konzentration an FCM. Unterschiede in der MGS, dem Wühlverhalten, der 
Futteraufnahme und dem Angst-bezogenem Verhalten in Abhängigkeit vom Geschlecht 
deuteten darauf hin, dass das Wohlbefinden nach wiederholten Inhalationsnarkosen stärker 
als nach einer einmaligen Inhalationsnarkose oder bei den Kontrolltieren beeinträchtigt war, 
insbesondere bei weiblichen Tieren. Außerdem zeigten Tiere, die wiederholt narkotisiert 
wurden, mehr Exzitationen während der Induktion. Insgesamt beeinträchtigten wiederholte 
Inhalationsnarkosen das Wohlbefinden der Mäuse geringgradig für einen kurzen Zeitraum in 
der frühen postanästhetischen Phase. 

Die Injektionsnarkosen mit Ketamin und Xylazin in einmaliger und wiederholter 
Anwendung beeinflussten weder Nestbauverhalten noch die Aktivität oder das Körpergewicht. 
Veränderungen, abhängig vom Geschlecht, in der MGS, der Futteraufnahme, dem Angst-
bezogenen Verhalten und der FCM-Konzentration zwischen einmaliger Narkose, wiederholten 
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Narkosen oder unbehandelten Tieren indizierten, dass sich die negativen Effekte von 
wiederholten Narkosen auf das Wohlbefinden der Mäuse nicht aufsummierten und somit 
geringgradig waren. Trotz des deutlichen Habituationseffekts an die Prozedur der 
Injektionsnarkose, gemessen anhand der FCM-Werte, war das Level an akutem Stress und 
das Angst-bezogene Verhalten nach wiederholten Injektionsnarkosen über einen vermutlich 
längeren Zeitraum erhöht als nach einer einmaligen Injektionsnarkose.  

Gemäß RL 2010/63/EU können wiederholte Inhalationsnarkosen mit Isofluran, 
entsprechend des verwendeten Narkoseprotokolls, als gering belastend klassifiziert werden. 
Der Schweregrad wiederholter Injektionsnarkosen mit KX hängt davon ab, ob die noch zu 
prüfende Dauer der geringgradigen Effekte auf das Wohlbefinden kurzzeitig oder schon lang 
anhaltend ist und somit dem Schwergrad „mittel“ zugeordnet werden müssen. Insgesamt 
beeinflussen die wiederholten Inhalationsnarkosen das Wohlbefinden der Mäuse über einen 
wesentlich kürzeren Zeitraum als wiederholte Injektionsnarkosen und sollte daher vorgezogen 
werden, wenn in einer Studie – unter Berücksichtigung aller möglichen Faktoren – beide 
Narkoseregime in Frage kommen. 

Um die Belastung durch andere Narkoseregime auf wissenschaftlicher und 
tierbasierter Ebene zu beurteilen, kann das Protokoll zur systematischen Beurteilung von 
Wohlbefinden bei Mäusen nach Allgemeinnarkosen genutzt werden. In Verbindung mit 
Anhang VIII der RL 2010/63/EU kann somit der Schweregrad objektiv ermittelt werden.
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8. Summary 

Severity assessment of repeated anesthesia in mice—an objective investigation of 

animal-based indicators of well-being 

The Directive 2010/63/EU stipulates to apply the 3R principle of Russel and Burch (Replace, 

Reduce, Refine) in all fields of animal experimentation. Animal testing should be replaced 

whenever possible. When there is no alternative to animal experimentation and the use of live 

animals continues to be necessary, the total number of laboratory animals used should be the 

minimum needed to obtain valuable data. Moreover, pain, suffering, and ham should be 

minimized. One strategy to reduce the number of animals is to repeatedly use an animal in the 

course of an experiment, such as studies including imaging techniques. Imaging techniques 

allow performing longitudinal studies, in which disease or healing progresses can be followed 

in the same animal. Since animals have to be immobilized when imaging is performed, they 

are anesthetized for every examination, though repeated anesthesia may have a greater 

impact on well-being of an animal compared to a single anesthesia. However, repeated animal 

usage is only worth considering in the scope of the 3R principle, if the total amount of pain, 

distress, and harm does not accumulate.  

The severity of repeated animal usage in the course of an experiment should not 

exceed the severity of a single manipulation, because the reduction of the total number of 

animals used in an experiment should not be done on the expenses of a single animal. 

According to Annex VIII of Directive 2010/63/EU, anesthesia is classified as mild, but the 

Directive does not differentiate between a single and repeated anesthesia. Moreover, the 

different types of anesthesia are not distinguished in the Directive. In order to assess the 

severity of repeated anesthesia according to Directive 2010/63/EU, the aim of the present 

study was to investigate the impact of repeated anesthesia (6 × at an interval of 3–4 days) and 

a single anesthesia on the well-being of adult C57BL/6JRj mice compared to untreated mice. 

The most commonly used anesthesia, the inhalation anesthesia with isoflurane as well as the 

injection anesthesia with the combination of ketamine and xylazine, were used. Excitations, 

anesthesia phases, and vital parameters were determined. For the postanesthetic period, a 

protocol for systematic assessment of well-being in mice for procedures using general 

anesthesia was developed and conducted. The protocol included tests for luxury behaviors, 

the Mouse Grimace Scale (MGS), the Free Exploratory Paradigm for anxiety-related behavior, 

activity, food intake and body weight as well as the analysis of fecal corticosterone metabolites 

(FCM) for acute stress. 

Regarding inhalation anesthesia with isoflurane, neither a single nor repeated 

anesthesia influenced nest building behavior, activity, body weight, and FCM concentrations. 

Differences in the MGS, burrowing behavior, food intake, and anxiety-related behavior, 

depending on sex, indicated that repeated anesthesia had a greater impact on well-being in 

comparison to a single anesthesia or control. This effect was more pronounced in female mice. 

Moreover, repeated anesthesia increased excitations during induction. All in all, repeated 

anesthesia had mild effects on the well-being of mice for a short-term in the early 

postanesthetic period. 

Both single and repeated injection anesthesia with the combination of ketamine and 

xylazine neither impaired nest building behavior nor activity or body weight. Depending on sex, 

differences in the MGS, food intake, anxiety-related behavior, and FCM concentrations 

between a single anesthesia, repeated anesthesia and control suggested that the negative 

effects on well-being of mice did not sum up. Hence, the effects of both a single and repeated 
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anesthesia on well-being were mild. Despite of the clear habituation of mice to the procedure 

of anesthesia, as indicated by the FCM concentrations, levels of acute stress and anxiety-

related behavior were probably increased for a longer period after repeated than after a single 

anesthesia. 

According to Directive 2010/63/EU, repeated inhalation anesthesia with isoflurane 

performed in accordance to the present protocol can be classified as mild. The severity of 

repeated injection anesthesia depends on the duration of mild effects on the well-being of mice, 

which needs to be clarified. If well-being is impaired for a short-term, severity can be classified 

as mild. However, long-term mild effects accompany a moderate severity. Overall, repeated 

inhalation anesthesia reduced well-being of mice for a substantially shorter period compared 

to repeated injection anesthesia. Therefore, inhalation anesthesia should be preferred, when 

both anesthesia regimes are suitable, considering all potential factors. 

In order to assess the severity of anesthesia regimes, other than the present one, in a 
scientific and animal-based way, the protocol for systematic assessment of well-being in mice 
for procedures using general anesthesia can be applied. In consideration of Annex VIII of 
Directive 2010/63/EU, the severity degree can be objectively determined. 
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