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1 Einleitung 

In vom Menschen überprägten Ökosystemen müssen sich Biota ständig 

wechselnden Umweltbedingungen anpassen. Grundlage für diese 

Anpassungsfähigkeit ist eine hohe genetische Variabilität und eine entsprechende 

ökologische Valenz. Jede Art, ja jede Population, besitzt ein ihr eigenes 

Arealsystem. Das Arealsystem wird durch verschiedene Faktoren beschrieben wie 

die ökologische Valenz, die genetische Variabilität und die Phylogenie von 

Populationen und Biozönosen, sowie der räumlichen und zeitlichen 

Wirkungsweise verschiedener abiotischer und biotischer Faktoren (MÜLLER 

1980). Unter Arealsystem wird nur jener Teil des Verbreitungsgebietes einer Art 

verstanden, in dem sie sich ohne ständigen Zuzug von außen her dauerhaft 

fortpflanzen kann (MÜLLER 1980). Anpassungsprozesse können dazu führen, 

dass eine Population einer Art innerhalb eines suboptimalen Areals überleben 

kann, wohingegen eine andere Population der gleichen Art an einem anderen Ort 

erlischt. Je weiter eine Population von ihrem ökologischen Optimum entfernt lebt 

und je kleiner sie ist, desto unwahrscheinlicher wird ihr dauerhaftes Überleben. 

Zusammenbrüchen von Populationen stehen inselartige Refugialräume in anderen 

Regionen gegenüber die zu unterschiedlichen Bewertungen des 

Regenerationsvermögens führen (MÜLLER et al. 2002). In den dicht besiedelten 

Regionen Mittel- und Südeuropas können einerseits die Aktivitäten des Menschen 

durch Veränderungen der Landschaft zu einer Bedrohung von Tier- und 

Pflanzenpopulationen führen, andererseits können sie zu einer Verbreitung der 

Arten beitragen. So ist die Mauereidechse (Podarcis muralis) durch Aktivitäten des 

Menschen ursprünglich in ihrer Verbreitung gefördert worden. Sie profitierte von 

der Waldrodung, dem Terassenweinbau mit Trockenmauern und dessen 

Ausbreitung durch die Römer, der Errichtung unverputzter Gebäude und weiterer 

Maßnahmen wie der Anlage von Steinbrüchen in historischer Zeit. Sie nutzt unter 

anderem die steinigen Ufer der Flüsse und die Eisenbahnschotter als 

Ausbreitungskorridor. In ihrem nördlichen Verbreitungsgebiet ist die 

Mauereidechse unter anderem auf landschaftspflegerische Maßnahmen des 

Menschen durch Zurückschneiden der Vegetation angewiesen. Wie wohl kein 

anderes Reptil ist die Mauereidechse in der Lage, menschliche Sekundärhabitate 
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zu besiedeln (von der Blindschleiche, Anguis fragilis, vielleicht abgesehen). Als 

Primärhabitate dienen der Mauereidechse Kiesbänke von Flüssen, Steilfelsen, 

Blockschuttfelder und vegetationsarme Geröllfelder. Da die Mauereidechse auf 

das Vorhandensein von Löchern, Spalten und Fugen als Versteck und als 

Winterquartier angewiesen ist, nimmt sie anthropogene Sekundärhabitate mit 

entsprechenden Strukturen als Lebensraum an. So besiedelt sie Steinbrüche, 

Trockenmauern in Weinbergen und unverputztes Mauerwerk in historischen 

Gebäuden. Die Mauereidechse ist eine typische Art der Weinanbaugebiete. Bis 

vor ca. 60 Jahren war sie in Deutschland noch häufig zu finden (JÄTZOLD 1990). 

Durch Flurbereinigung und Flächenversiegelung kam es zum Verlust vieler 

Habitate. Die ursprünglich großen Populationen wurden in verstreut liegende 

kleine Populationen unterteilt. In Rheinland-Pfalz hat diese Art ihr 

Hauptverbreitungsgebiet innerhalb Deutschlands und hier besiedelt sie 

hauptsächlich die großen Flusstäler von Rhein, Mosel und Lahn. Aber auch hier ist 

ihr Lebensraum durch die Aufgabe alter Weinberge in Steillage sowie durch das 

nahtlose Verputzen alter bewirtschafteter Weinbergsmauern und historischer 

Gebäude gefährdet. Viele Tiere leben in kleinen Populationen, deren dauerhaftes 

Fortbestehen fraglich ist. Aus diesem Grunde wurde die Mauereidechse als 

Modellobjekt für Populationsgefährdungs-Analysen ausgewählt (AMLER 1999, 

BENDER 1999). Hierbei wurden populationsökologische wie auch 

populationsgenetische Studien durchgeführt, um eine Überlebenswahrscheinlich-

keit kleiner Populationen darstellbar zu machen. Durch Migrationsbarrieren kann 

es zu einer Verinselung des Gesamtareals und dadurch zu Verminderung bzw. 

Verlust des Genflusses kommen. Die Folge ist eine Populationsstrukturierung mit 

einem Verlust von genetischer Diversität. Das Erkennen von Migrationsbarrieren 

und die Vorhersage ihrer Auswirkungen sind ein wichtiger Forschungsgegenstand 

der Evolutionsbiologie (SLATKIN 1985, SETTLE 1996, SORK et al. 1999, 

BENDER 1999). Um entsprechende Maßnahmen für den Schutz von 

Populationen einleiten zu können, bedarf es der genauen Kenntnis der 

funktionalen Zusammenhänge von Populationsgenetik, der Migration, der 

ökologischen Valenz und des Einflusses des Menschen. Die effektive 

Populationsgröße (Anzahl der an der Fortpflanzung beteiligten Tiere) und der 

somit begründete genetische Austausch sind für die Fitness der Populationen 
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bedeutend. So führt eine starke Reduktion der Populationsgröße zu so genannten 

bottlenecks (Flaschenhälse) und auch founder effects (Gründersituationen) mit 

einem einhergehenden Verlust von Allelen, der durch genetische Drift und erhöhte 

Inzuchtrate noch verstärkt werden kann. Bei kleinen Populationsgrößen und 

zunehmender Inzucht werden als Folge erhöhte Jungtiersterblichkeit, erhöhte 

Anfälligkeit für Krankheiten und eine erniedrigte Reproduktionsrate beobachtet. 

Dieses Phänomen wird in seiner Auswirkung als Inzuchtdepression bezeichnet 

(FRANKEL & SOULÉ 1981).  

Die im Rahmen dieser Arbeit untersuchten Mauereidechsen haben als Wärme 

liebende Art die letzte Eiszeit in verschiedenen südlichen Refugialräumen 

überdauert. Diese lagen in Zentralitalien und evtl. in Spanien (GRUSCHWITZ & 

BÖHME 1986). Im Lauf des trocken-warmen Postglazials nach der letzten Eiszeit 

(Würm- oder Weichselkaltzeit) besiedelte sie ihr rezentes Verbreitungsgebiet. Ihre 

historischen Einwanderungswege nach Mitteleuropa sind bisher nicht ausreichend 

geklärt (HECHT 1928, GRUSCHWITZ 1981, 1990, BAMMERLIN et al. 1996). 

Ausgehend von französischen Populationen werden verschiedene 

Einwanderungswege in ihr nördliches Verbreitungsgebiet diskutiert. Basierend auf 

den hypothetischen Einwanderungswegen stellt sich die Frage, ob die atlantische 

Unterart Podarcis muralis brogniardi über Westfrankreich, Belgien und die 

Niederlande auch die deutsche Nordeifel besiedelt hat, während die in geringer 

Entfernung vorkommenden Populationen der Mosel und des Rheins durch das 

Rhônetal, die burgundische Pforte und das Rheintal einwanderten und als 

Podarcis muralis merremia unterschieden werden müssen (GRUSCHWITZ & 

BÖHME 1986). Die nördlichen, in dieser Arbeit untersuchten Populationen, wären 

somit zu den beiden oben erwähnten Unterarten zu zählen: die Populationen 

Belgiens und der Eifel zur Unterart P. m. brogniardi, die Populationen Triers und 

Bitchs zur Unterart P. m. merremia.  

Das Ziel der vorliegenden Arbeit besteht in der vergleichenden Untersuchung der 

genetischen Variabilität und Diversität ausgewählter Mauereidechsen-

Populationen aus ihrem rezenten mitteleuropäischen Verbreitungsgebiet und ihren 

Refugialräumen südlich der Alpen. Weiterhin soll überprüft werden, ob aus den 

erhaltenen Daten Rückschlüsse auf eventuell unterschiedliche Einwanderungs-

wege der nördlichen Populationen aus den Refugialräumen mittels molekular-
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genetischer Methoden gezogen werden können. Als Untersuchungsmethode 

wurde die Mikrosatelliten-DNA Analyse gewählt. Gegenüber der in 

vorhergehenden Untersuchungen angewandten RAPD PCR-Methode (BENDER 

1999, GASSERT 2000) besitzt die Analyse von DNA-Mikrosatelliten den großen 

Vorteil, über die direkte Bestimmung von Allelfrequenzen wichtige 

populationsgenetische Daten berechnen zu können.   
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2 Modellorganismus 

2.1 Die Mauereidechse - Podarcis muralis (LAURENTI, 1768) 

Die Mauereidechse ist eine kleine, schlanke und sehr bewegliche Lacertide mit 

kräftigen Beinen und langem Schwanz. Unversehrt erreicht der Schwanz das 1½ - 

2 fache der Kopf-Rumpf-Länge (KRL). Ihre Gesamtlänge (GL) beträgt nach 

GRUSCHWITZ & BÖHME (1986) bis 225 mm, meist aber unter 200 mm. Ihre 

Kopf-Rumpf-Länge (KRL) beträgt maximal 75 mm (ARNOLD & BURTON 1978). 

 

Klasse: Kriechtiere - Reptilia 

Unterklasse: Schuppenkriechtiere - Lepidosauria 

Ordnung: Eigentliche Schuppenkriechtiere - Squamata 

Unterordnung: Echsen - Sauria 

Familie: Echte Eidechsen - Lacertidae 

Gattung: Halsbandeidechsen - Lacerta 

Untergattung: Mauereidechsen - Podarcis 

Art: Gewöhnliche Mauereidechse - Podarcis muralis (LAURENTI, 1768) 

 

Vor der Zeit LINNÉS (1707-1773) ist die Mauereidechse von ALDROVANDI im 

Jahr 1663 als Lacerta vulgaris bezeichnet worden. Von LAURENTI (1768) wurde 

sie in der gültigen Erstbeschreibung der Gattung Seps zugeordnet. DAUDIN 

(1802) nannte sie Lacerta maculata. Der Gattung Podarcis wird sie erstmals 1830 

von WAGLER zugeordnet, und zwar unter dem heute noch gültigen Artnamen 

muralis. ARNOLD (1973) versuchte die Sammelgattung Lacerta, deren 

Monophylie sehr unwahrscheinlich ist, aufzugliedern und ordnete die 

Mauereidechse wieder dem Genus Podarcis zu. Diese Klassifizierung wird von 

einigen Autoren angezweifelt, so z.B. von MAYER & TIEDEMANN (1982), 

BÖHME (1986). Der wissenschaftliche Namen Podarcis leitet sich von podarkés- 

gr.- schnellfüßig und muralis- lat.- an oder in Mauern lebend ab. 

 

In ihrem Verbreitungsgebiet existieren zahlreiche Unterarten, besonders im Süden 

(s. Kap. 2.2.3.). In ihrem nördlichen Verbreitungsgebiet kommen nach 
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GRUSCHWITZ & BÖHME (1986) folgende Unterarten der Mauereidechse vor: 

Podarcis muralis brogniardi in der Nordeifel und dem Vennvorland, sowie Podarcis 

muralis merremia im Rheingebiet und Moseltal. Populationen bei Oberaudorf in 

Bayern könnten zur Nominatform P. m. muralis gehören (GÜNTHER, LAUFER & 

WAITZMANN 1996). Diese Unterarteinteilung ist bis heute nicht abschließend 

geklärt und muss offen bleiben (BAMMERLIN et al. 1996). 

Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten Populationen wären den Unterarten 

Podarcis muralis merremia, (Moseltal, Südfrankreich, Bitche, evtl. Urft in der Eifel), 

Podarcis muralis brogniardi  (Belgien, evtl. Urft in der Eifel), Podarcis muralis 

muralis (Abruzzen, Istrien) oder Podarcis muralis maculiventris (Abruzzen, Istrien) 

zuzuordnen.  

 

Abb. 1: Männliche Mauereidechse (fotografiert im Amphitheater in Trier) 

2.2 Verbreitung 

2.2.1 Rezente Verbreitung 

Innerhalb der Gattung Podarcis besitzt P. muralis das größte Verbreitungsareal. 

Es erstreckt sich im Süden bis nach Kalabrien, im Westen bis Mittelspanien, im 

Osten bis Rumänien und im Südosten bis nahe Nordwestanatolien. Die nördliche 
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Verbreitungsgrenze verläuft von der französischen Kanalküste über den südlichen 

Teil von Belgien und den Niederlanden (bis Maastricht) bis in den Bereich der 

südwestdeutschen Mittelgebirge (GRUSCHWITZ & BÖHME 1986, vgl. Karte 1).  

Im nördlichen Teil des Verbreitungsgebietes ist die ursprünglich pontisch-

mediterrane Art auf mikroklimatisch begünstigte, meist durch den Weinbau 

gekennzeichnete Täler von Rhein, Mosel, Lahn und Nahe beschränkt 

(GRUSCHWITZ & BÖHME 1986; BAMMERLIN et al. 1996). 

So liegt ihr Verbreitungsschwerpunkt in Deutschland in Rheinland-Pfalz (Karte 3). 

Einige Vorkommen existieren im nördlich angrenzenden Rheinland (HAESE 1983, 

1990; GRUSCHWITZ & BÖHME 1986) sowie in klimatisch begünstigten 

Teillandschaften des Saarlandes (MÜLLER 1976). Die nördlichen Vorkommen in 

Deutschland lassen sich laut GRUSCHWITZ & BÖHME in zwei geographisch 

getrennte Bereiche trennen, denen vermutlich unterschiedliche 

Einwanderungswege zugrunde liegen. Einerseits wird das Rheintal bis oberhalb 

Bonn besiedelt (GEIGER und NIEKISCH 1983), andererseits bestehen isolierte 

Vorkommen im Bereich der Nordeifel und des Vennvorlandes in Nordrhein-

Westfalen (HAESE in GEIGER und NIEKISCH 1983).  

In Belgien ist die Mauereidechse im südlichen, mittleren und östlichen Landesteil 

längs der Maas einschließlich einiger Nebentäler verbreitet. Als Fundorte gelten 

Namur, Dinant und als nördlichstes Vorkommen Visé. Alle außerhalb des 

Stromgebietes der Maas gemeldeten belgischen Vorkommen müssen nach 

PARENT (1974) als nicht autochton angesehen werden und dürften auf 

Aussetzungen zurückzuführen sein. Die weitgehend isolierten Vorkommen in den 

Niederlanden (Maastricht) standen früher mit Sicherheit über die Maas in 

Verbindung, zumal die Entfernung Maastricht-Visé nur 15 km beträgt. Die 

Besiedlung dieser, zum Teil isolierten Standorte, erfolgte wahrscheinlich von den 

Flüssen und ihrer Seitentäler aus (GRUSCHWITZ & BÖHME 1986). Im nördlichen 

und mittleren Europa besiedelt die Art vorwiegend die Ebene bis hin zu den 

Mittelgebirgslagen, während im südlichen Arealbereich auch höhere Gebirgszonen 

bewohnt werden. 

Die nördlichste Population lebt in den Überresten alter Befestigungsanlagen der 

niederländischen Stadt Maastricht (STRIJBOSCH et al. 1980 a,b,c).  
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Karte 1:  Verbreitungsgebiet der Mauereidechse  
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In Frankreich kommt die Art, die hier die häufigste Reptilienart überhaupt darstellt, 

über die gesamte Landesfläche vor. Im Norden und der Mitte des Landes 

bestehen Verbreitungslücken, die aber auch Kenntnislücken widerspiegeln 

könnten (FRETEY 1975). 

In Karte 2 ist die Verbreitung der Mauereidechse an ihrer nördlichen Arealgrenze 

dargestellt. Die Fundpunkte in Luxemburg werden zurzeit im Rahmen der 

Neubearbeitung des Verbreitungsatlas der Reptilien Luxemburgs überarbeitet. Da 

dem Autor die Kartierungspunkte vorliegen, konnten die aktuellen Fundpunkte 

eingetragen werden. Die Fundpunkte in Belgien wurden den Angaben des Atlas 

herpétologique en Wallonie (2001) und aus GRUSCHWITZ & BÖHME (1986) 

entnommen. 

 

 

Karte 2:  Vorkommen der Mauereidechse an ihrer nördlichen Verbreitungsgrenze 

 

2.2.2 Historische Besiedlung der nördlichen Verbreitungsgebiete  

Die historischen Einwanderungswege der Mauereidechse in ihr nördliches 

Verbreitungsgebiet sind bisher nicht vollständig geklärt. Eine Besiedlung der 
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nördlichen Vorkommen dürfte im Zuge der Ausbreitung aus zentralitalienischen 

oder evtl. spanischen bzw. südwestmediterranen, in Südfrankreich gelegenen 

Refugialräumen im Laufe des trocken-warmen Postglazial (beginnend ca. 6000-

5000 v. Chr., Littorina-Zeit) erfolgt sein (BAMMERLIN et al. 1996). Im Subboreal 

(ab ca. 2500 v. Chr.) dürfte eine Aufsplitterung und Arealregression thermophiler 

Arten an der nördl. Verbreitungsgrenze aufgrund des Vordringens der Buche 

erfolgt sein. Jedoch wurden die klimatisch begünstigten Lagen von Rheinland-

Pfalz als alte menschliche Siedlungsgebiete bereits im Neolithikum gerodet, was 

eine Wiederbesiedlung aus reliktären oder geschlossenen Vorkommen 

ermöglichte. Im 13.-16. Jhdt. drang die Mauereidechse aufgrund der Klimagunst in 

weitaus höhere, heute nicht mehr genutzte Lagen, vor (Zusammenstellung in: 

BAMMERLIN et al. 1996). Eine Besiedlung des Mittelrheingebietes von Südosten 

her über Donau und Main kann wegen fehlender Vorkommen in Mainfranken und 

an der Donau oberhalb des Passauer Raumes ausgeschlossen werden 

(GRUSCHWITZ 1990a, GRUSCHWITZ & BÖHME 1986). Ausgehend von 

südwestfranzösischen Refugialräumen lassen sich drei Einwanderungswege 

annehmen:  

1. Über die Burgundische Pforte in den Oberrheingraben, möglicherweise über 

das untere Nahetal, den Ober- und Mittelrhein bis in die Gegend von Bonn. 

2. Über den Saar-, Sauer- und Obermoselraum kann die Mauereidechse die 

Untermosel und den Mittelrhein erreicht haben, ggf. auch über das Bliestal das 

Obere Nahebergland. Eine Besiedlung von der lothringischen Obermosel her 

(BEDRIAGA 1878) wird durch die benachbarten deutschen anknüpfenden 

Vorkommen (GUILLAUME 1982) unterstrichen. 

3. Über die Maas-Rur-Ebene bis zu den auf nordrhein-westfälischem Gebiet 

gelegenen Vorkommen in der Rureifel und dem Vennvorland (HAESE in 

GEIGER & NIEKISCH 1983). Die von JAHNKE et al. (1980) diskutierte 

Einwanderung in diese Bereiche aus dem Ahrtal wird von GRUSCHWITZ 

(1986, 1990) abgelehnt, zumal die Waldgebiete an der Wasserscheide Urft/Ahr 

bzw. Kyll bis heute möglicherweise zwei Unterarten trennen (HAESE 1990). 

(übernommen aus: BAMMERLIN et al. 1996) 
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Laut BAMMERLIN et al. (1996) sind die isolierten Vorkommen am Nordrand des 

Areals als Relikte einer ursprünglich (17. Jhdt.) wesentlich ausgedehnteren 

Verbreitung zu werten. Folglich wäre das Auftreten der zwei Unterarten P. m. 

brogniardi und P. m. merremia wenig plausibel.  

Eine Besiedlung durch die Mauereidechse dürfte im nördlichen Verbreitungsgebiet 

seit ca. 6000-7000 Jahren bestehen. Durch die Lage, die Geologie, sowie den 

Terrassenweinanbau mit Trockenmauern seit der Römerzeit, wurde die 

Mauereidechse an Mosel, Rhein und Maas gefördert. Erst Mitte dieses 

Jahrhunderts gingen durch die Flurbereinigung und die damit verbundene 

Beseitigung der Trockenmauern viele Habitate der Mauereidechse verloren.  

 

Karte 3: Vorkommen der Mauereidechse in Deutschland (GÜNTHER 1996) 
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2.2.3 Unterartgliederung  

2.2.3.1 Podarcis muralis brogniardi (DAUDIN, 1802) 

Es handelt sich um eine großwüchsige, atlantisch adaptierte Form mit gut 

entwickelter Dunkelpigmentierung der Zeichnungselemente. Mitunter ist sie 

grünrückig. Das Verbreitungsgebiet von P. m. brogniardi ist das Kantabrische 

Gebirge mit den vorgelagerten Inseln, die Pyrenäen (Hochlagen), das atlantisch 

geprägte West- und Mittelfrankreich, Belgien, die Niederlande sowie der äußerste 

Nordwesten der Bundesrepublik Deutschland (Nordeifel, Vennvorland). Als 

Synonyme gelten: rasquinetii, sebastiani, calbia, oyensis und occidentalis. 

2.2.3.2 Podarcis muralis merremia (RISSO, 1826) 

Hierbei handelt es sich um eine eher kleinwüchsige, meist fahl gefärbte mediterran 

adaptierte Form, mit oft reduzierten Zeichnungselementen, unterseits schwach 

gefleckt, aber häufig bunt gefärbt. Ihr Verbreitungsgebiet besteht aus 

montanrelikten in Zentral-und Mittelspanien, das mediterrane Südfrankreich, West-

Ligurien, das östliche Frankreich entlang des Rhônetales, die Westschweiz, das 

Rheintal bis Bonn, sowie vom Rhein aus in verschieden Nebenflusstäler wie Nahe, 

Neckar, Mosel, Lahn, Ahr eindringend. Als Synonym wird vermutlich guadarramae 

gebraucht. 

2.2.3.3 Podarcis muralis nigriventris (BONAPARTE, 1838) 

Es handelt sich um eine grünrückige, kräftige Form mit nach Süden hin klinal 

zunehmender Schwarzfleckung der Unterseite. Das Verbreitungsgebiet ist in 

Italien Ligurien, die Toskana und der Küstenstreifen nach Süden bis Neapel. Als 

Synonym wird vermutlich brueggemanni genutzt. 

2.2.3.4 Podarcis muralis maculiventris (WERNER, 1891) 

Sie ist eine unterseits stark gefleckte, braunrückige Form, die vielleicht mit voriger 

in näherer Beziehung steht. Sie ist in Ober-Italien, der Südschweiz (Tessin) und 

Nordwest-Kroatien (auch Istrien) beheimatet.  
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2.2.3.5 Podarcis muralis muralis (LAURENTI, 1768) 

Hierbei handelt es sich um eine morphologisch auch heute noch unbefriedigend 

definierbare Form. Sie ist östlich, kontinental adaptiert. Sie kommt in Österreich, 

der Tschechoslowakei, in Ungarn, Rumänien (Karpaten), in den höheren Lagen 

der Dinarischen Gebirge (?) sowie in Italien in den Alpen und dem Apennin vor. 

2.2.3.6 Podarcis muralis albanica (BOLKAY, 1919) 

Diese Unterart, mit eigenem Euryözie-Zentrum im mittleren Balkan, ist 

morphologisch nicht klar zu definieren. Ihr Verbreitungsgebiet ist NO-Kroatien 

(Slawonien), Albanien, Rumänien (hier der äußerste Südwesten und Dobrudscha), 

Bulgarien, die Türkei (NW-Anatolien einschließlich vorgelagerter Inseln der 

Schwarzmeerküste). Vermutlich gebrauchtes Synonym ist kefkensis. 

2.2.3.7 Podarcis muralis breviceps (BOULENGER, 1905) und Podarcis muralis 

colosii (TADDEI, 1949) 

In ihrer Bewertung zweifelhaft ist P. m. breviceps (BOULENGER, 1905) 

Es handelt sich um eine kleinwüchsige, braunrückige Form mit stumpf gerundetem 

Kopf und Tendenz zu gesägtem Halsband. Bei ihr handelt es sich entweder um 

den südlichsten Abschluss der Nominatform, oder um ein Relikt aus früherer 

Besiedlungswelle. Sie kommt in Kalabrien im Gebirge vor. 

Genauso zweifelhaft in ihrer Bewertung ist P. m. colosii (TADDEI, 1949) 

Sie kommt auf der Insel Elba und festländisch auf den Halbinseln Monte 

Argentario und Monte Massoncello vor. Sie steht wahrscheinlich der ligurisch-

toskanischen Küstenform nahe (nigriventris/bruegmanni).  

 

Übernommen und leicht verändert aus GRUSCHWITZ & BÖHME 1986. 

 

2.2.4 Habitatansprüche 

Ursprüngliche Lebensräume der Mauereidechse in ihrem nördlichen 

Verbreitungsgebiet sind sonnenexponierte Felsen, Abbruchkanten, Geröllhalden, 

Trockenrasen, lichte Steppenheidewälder sowie die randlichen Kiesbänke und das 



 14 

Hochgestade der großen Flüsse (FRITZ 1987). Durch Überbauung, Umwandlung 

in landwirtschaftliche Nutzfläche, Flussregulierung etc. wurden viele dieser 

Gebiete stark eingeengt (BLAB et al. 1994, FRITZ 1987). Im nördlichen 

Verbreitungsgebiet besiedeln Mauereidechsen als typische Bewohner der 

Weinberge vor allem Felswände und Trockensteinmauern, aber auch Steinbrüche 

und Geröllhalden (DEXEL 1986a,b), Stützmauern von Ufer- und 

Straßenböschungen (JAHNKE et al. 1980), Bahngleise (GRUSCHWITZ & 

BÖHME 1986; MÜLLER 1976) sowie historische Gebäude und Ruinen mit 

unverputztem Mauerwerk (HAESE 1981; FRITZ 1987). Die Mauereidechse dringt 

wie kein anderes Reptil, von der Blindschleiche (Anguis fragilis) vielleicht 

abgesehen, in den städtischen Siedlungsbereich vor (MÜLLER 1976; FRITZ 

1987). Somit kann man die Mauereidechse als Kulturfolger bezeichnen. Es 

werden Friedhöfe, Hauswände, Gartenanlagen, Trümmergrundstücke und 

Brachflächen inmitten geschlossener Ortschaften und Städte oft in hoher 

Populationsdichte bewohnt (SOCHUREK 1957). So lebt z.B. die nördlichste 

Population in den Überresten alter Befestigungsanlagen der niederländischen 

Stadt Maastricht (STRIJBOSCH et al. 1980 a,b,c).  

Die Habitate der Mauereidechse im nördlichen Verbreitungsgebiet müssen einigen 

Anforderungen genügen. Die Fundorte weisen Gemeinsamkeiten auf, wie z.B.:  

• Felsig-steiniges Substrat (natürlich oder künstlich, großflächig, trocken) 

• Exposition bevorzugt SW, SO oder S, niemals N (HABERBOSCH & MAY-

STÜRMER 1985) 

• Geringe Vegetationsbedeckung (Mauerspaltenbewohner, Moose)  

Am günstigsten sind Flächen mit sowohl vegetationsfreien als auch dicht 

bewachsenen Partien (Insektenreichtum). Mauern, die zu 70 % der Fläche von 

Pflanzen bedeckt sind, werden nach HABERBOSCH & MAY-STÜRMER (1985) 

nicht von Mauereidechse besiedelt, auch zu 40-70% bewachsene Mauern sind 

für eine optimale Besiedlung schon zu stark bedeckt. In den frühen 

Morgenstunden und im Frühjahr wärmen sich die Mauereidechsen bevorzugt 

auf Moos und Laub, da das Gestein noch kühl ist 
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• Zahlreiche Spalten als Versteckplätze, Nachtschlupfwinkel und als Schutz vor 

zu starker Sonneneinstrahlung  

In den Spalten bleibt die Temperatur im Tagesverlauf relativ konstant und 

ausgeglichen (DEXEL 1984; HABERBOSCH & MAY-STÜRMER 1985) 

• Kleine Ritzen als Schutz für die Jungtiere  

Adulte Exemplare neigen zu Kannibalismus 

• Tiefe frostsichere Überwinterungsspalten 

• Sandige, warme Eiablageplätze ohne Vegetationsbedeckung 

• Jagdgebiet mit einer Vielzahl an Insekten, Spinnen etc. 

• Wahrscheinlich spielt auch das Vorhandensein von Wasser in der Nähe des 

Mauereidechsen-Habitats eine Rolle 

• Nur bei Ost- oder Südost-Exposition ist die Eidechse durch die Wärmestrahlung 

der aufgehenden Morgensonne bereits aktiv, bevor der Tau verdunstet ist, so 

dass sie ihren Flüssigkeitsbedarf durch Taulecken decken kann 

(übernommen und verändert aus: FRITZ 1987) 

 

Im nördlichen Verbreitungsgebiet werden des Regionalklimas wegen eher tiefere 

Lagen bevorzugt, in ihrem südlichen Verbreitungsgebiet werden auch höhere 

Lagen besiedelt. So kommt die Art in Italien von Meeresniveau bis in Höhenlagen 

zwischen 1800 und 2000 m, in Kalabrien nur in Höhen über 700 m ü. NN, in den 

Pyrenäen bis in 2700 m ü. NN vor (GRUSCHWITZ & BÖHME 1986). 

2.3 Gefährdung 

2.3.1.1 Fressfeinde und Ektoparasiten 

Als natürliche Fressfeinde werden Steinmarder (Martes foina), Wiesel (Mustella 

nivalis), Spitzmäuse (Sorex spec.) sowie Greifvögel wie Turmfalke (Falco 

tinnunculus) und Mäusebussard (Buteo buteo), aber auch Neuntöter (Lanius 

collurio) und Waldkautz (Strix aluco) genannt. Von den Reptilien ist die 

Schlingnatter (Coronella austriaca) die Art, die sich am häufigsten von 
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Mauereidechsen ernährt. Weitere Fressfeinde unter den Reptilien sind 

Äskulapnatter (Elaphe longissima), Eidechsennatter (Malpolon monospessulanus) 

und Aspisviper (Vipera aspis). Auch die Hauskatze wurde als Fressfeind 

nachgewiesen (DEXEL 1984, 1986a, GRUSCHWITZ & BÖHME 1986, 1989). 

Als Ektoparasiten sind bisher Milben der Art Ophionyssus lacertinus und Zecken 

der Art Ixodes ricinus bekannt (GRUSCHWITZ & BÖHME 1986). Der Befall mit 

Zecken kann sehr massiv sein, so hat beispielsweise FROESCH-FRAZON (1982), 

bei in der Schweiz untersuchten Mauereidechsen pro Tier drei bis vierzehn 

Zecken gezählt. Hierbei handelte es sich um einen „feuchteren“ Standort. Alle 

Tiere waren befallen. In den trockeneren Biotopen war der Befall deutlich geringer. 

Entweder waren die Tiere nicht befallen oder mit maximal vier Zecken. DEXEL 

(1984, 1986a) stellte bei Untersuchungen im Siebengebirge einen Befall mit 

Zecken fest. Hier betrug der Maximalbefall bei Männchen bis zu 20 und bei 

Weibchen bis zu 8 Zecken. Keiner der Autoren konnte eine Schädigung des 

Wirtes feststellen. 

2.3.1.2 Weitere Gefährdungsursachen 

Nach GRUSCHWITZ & BÖHME (1986) ist der Bestand der Mauereidechse in 

ihrem Gesamtverbreitungsgebiet nicht gefährdet. Dagegen unterliegen die 

isolierten und oft individuenschwachen Populationen am Nordrand ihres Areals 

einer Vielzahl von Gefährdungen, die zur Auslöschung von Teilpopulationen und 

damit zur Arealregression beitragen können. In allen Bundesländern, in denen die 

Mauereidechse vorkommt, gilt sie als „stark gefährdet“ bzw. „vom Aussterben 

bedroht“, mit Ausnahme von Rheinland-Pfalz. Hier hat sie ihren 

Verbreitungsschwerpunkt innerhalb Deutschlands und wird als nicht im Bestand 

gefährdete Reptilienart eingestuft (GRUSCHWITZ 1987). Dies schließt jedoch 

eine regionale Gefährdung von individuenschwachen, isolierten Teilpopulationen 

nicht aus. 

Die wichtigsten Gefährdungsursachen bzw. Gefährdungsfaktoren lassen sich wie 

folgt zusammenfassen (nach GRUSCHWITZ & BÖHME 1986): 

1. Beeinträchtigung oder Zerstörung wichtiger Habitatstrukturen durch 

• Sanierungs- und Baumaßnahmen einschl. der Neuanlage von Straßen und 
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Wegen, 

• Aufforstung im Bereich von Steinbrüchen, Abraumhalden und 

Steinschüttungen, 

• Bewirtschaftung einschließlich Biozid-Spritzung, vor allem in 

Weinanbaugebieten, 

• Flurbereinigung, 

• Ersatz von Mauerwerk mit Bruchsteinstruktur durch fugenlosen Beton bzw. 

vollständigen Abriss oder ständige Ausbesserungsarbeiten am Mauerwerk 

• Rebflurbereinigungen und dem vermehrten Einsatz von Bioziden im Weinbau 

ist die Mauereidechse als Charakterart der Weinberge Süddeutschlands seit 

den 50er Jahren betroffen. Besonders nachteilig wirkte sich der mit der 

Rebflurbereinigung verbundene Abriss vieler Trockenmauern aus (LfU 1993) 

2. Gezieltes Abfangen zum Zwecke des Tierhandels einschließlich der Nutzung 

als „Futtereidechsen“ 

 

Zwei weitere Faktoren müssen hier noch erwähnt werden, die zu 

Bestandsrückgängen führen können (DEXEL 1984): 

 

• Es gibt Hinweise darauf, dass die Klimasituation, die über die Zahl der 

Sonnentage die Schlüpfrate der Jungtiere beeinflusst, als primäre 

Gefährdungsursache in Mitteleuropa betrachtet werden kann. Dies könnte 

bei den meisten ursprünglich mediterranen Reptilienarten wie 

Mauereidechse, Smaragdeidechse, Würfelnatter und Äskulapnatter der Fall 

sein (GRUSCHWITZ & BÖHME 1986). W. BÖHME (1989) schließt aus dem 

eurytopen Verhalten der Mauereidechse an den nördlichen Fundpunkten und 

aus den Untersuchungsergebnissen von DEXEL (1984) im Siebengebirge 

bei Bonn, dass es sich bei den Isolaten der Mauereidechse an der nördlichen 

Arealgrenze nicht um Relikte, sondern vielmehr um Vorposten einer 

Expansion handeln könnte.  
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• Beeinträchtigung bzw. Verlust wichtiger Habitatstrukturen durch zunehmende 

Beschattung als Folge zunehmenden Pflanzenwuchses im Rahmen 

natürlicher Sukzession, besonders nach Aufgabe traditioneller 

Bewirtschaftung im Bereich von Weinbergen und Trockenmauern. 



19 

3 Untersuchungsgebiete 

Die für die vorliegende Arbeit verwendeten Individuen von Podarcis muralis 

wurden während mehrerer Reisen in den Jahren 2001 bis 2004 vom Autor selbst 

gesammelt. Folgende Länder wurden beprobt:  

• Italien: Hier wurde in den Abruzzen zwischen Rom und Pescara der 

Standort Alba fucens beprobt. 

• Kroatien: Hier wurden 11 Tiere im Amphitheater der Stadt Pula gefangen. 

• Frankreich: In Süd-Frankreich wurden in St. Martin d´Ardèche und ca. 600 

km weiter nördlich in Bitche (Lothringen) Tiere gefangen. 

• Deutschland: Als Standort wurde Igel bei Trier (Rheinland-Pfalz), sowie in 

der Nordeifel die Urft-Talsperre bei Gemünd (Nordrhein-Westfalen) beprobt. 

• Belgien: An der Maas wurde als Untersuchungsgebiet eine Burgruine bei 

der Stadt Anhée, in der Nähe der Stadt Dinant ausgewählt. 

 

 

Karte 4:  Übersichtskarte Probenstandorte 
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3.1 Italien 

3.1.1 Abruzzen 

Im Rahmen einer Reise in die Abruzzen vom 01.05.2002 – 14.05.2002 wurde die 

Ausgrabungsstätte Alba fucens beprobt. Im Folgenden wird der Standort 

„Abruzzen“ genannt. 

3.2 Kroatien 

3.2.1 Istrien 

In Pula wurden Individuen von Podarcis muralis im Amphitheater der Stadt im Juni 

2003 gefangen. Im Folgenden wird der Standort „Pula“ genannt. 

3.3 Frankreich 

3.3.1 Provence 

In den Jahren 2001 und 2002 wurden jeweils 9 Tiere in St. Martin d´Ardèche, in 

der Region Provence Côte-d`Azur, gefangen. Im Folgenden wird der Standort 

„Ardèche“ genannt. 

3.3.2 Lothringen 

Im Jahre 2002 wurden 20 Tiere in Bitche, Lothringen, gefangen. Im Folgenden 

wird der Standort „Bitche“ genannt. 
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3.4 Deutschland 

3.4.1 Rheinland-Pfalz 

Im Jahr 2002 wurden 13 Tiere in Igel an der Mosel gefangen. Igel liegt ca. 7 km 

von Trier entfernt. Der Einfachheit halber wird im Folgenden der Standort der 

größeren Bekanntheit wegen „Trier“ genannt. 

3.4.2 Nordrhein-Westfalen 

Im April 2003 wurden 12 Proben an der Urft-Talsperre bei der Stadt Gemünd 

gesammelt. Gemünd liegt in der Nord-Eifel, in Nordrhein-Westfalen. Im Folgenden 

wird der Standort „Urft“ genannt. 

3.5 Belgien 

3.5.1 Anhée 

Im Juni 2004 wurden 21 Tiere in Süd-Belgien in der Burgruine Montaigle bei dem 

Ort Anhée gefangen. Anhée liegt bei der Stadt Dinant an der Meuse (Maas) und 

ca. 18 km südlich der Stadt Namur. Im Folgenden wird der Standort „Anhée“ 

genannt.  
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4 Material und Methoden 

4.1 Kartierung 

Die Tiere wurden mit einer 2 m langen Angel, an der ein ca. 10 cm langer weißer 

Bindfaden mit Schlinge befestigt war, gefangen. Die Schlinge wurde den Tieren 

über den Kopf gezogen, was sich wegen der Vegetation und des Windes als 

Geduldsspiel erwies. Nach Entfernen der Schlinge wurden die Tiere am 

Schwanzende festgehalten, was dazu führte, dass sie die Schwanzenden 

autotomierten, und zwar so weit hinten, wie man sie festhielt. Die Größe des 

Probenmaterials konnte auf diese Weise beeinflusst werden. Wurden die Tiere zu 

lange untersucht ließ die Bereitschaft der Tiere ihre Schwanzenden zu 

autotomieren schnell nach, d.h. von einigen Tieren konnte kein Probenmaterial 

entnommen werden. Einige Tiere wurden direkt mit der Hand gefangen. 

4.1.1 Die Populationen von Alba fucens 

Im Rahmen einer Reise in die Abruzzen vom 01.05.2002 – 14.05.2002 wurden 14 

Tiere in der Ausgrabungsstätte Alba fucens gesammelt. Alba fucens liegt auf 

1016 m ü. NN in der Provinz L´Aquila, ganz in der Nähe der Stadt l´Aquila. Es 

handelt sich um eine historische Ausgrabungsstätte einer von den Equerern 

errichteten Stadt. 

 

Abb. 2: Alba fucens 
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In den zum Großteil unverfugten Mauerspalten wurden zahlreiche 

Mauereidechsen beobachtet. Auch außerhalb der eigentlichen Ausgrabungsstätte 

konnten viele Tiere beobachtet werden. So kamen Tiere im angrenzenden Ort, 

sowie im oberhalb der Ruinen gelegenen Amphitheater und der kleinen Kirche vor. 

Die Populationsstärke dürfte mehr als einhundert Tiere betragen.  

Bei mehreren Wanderungen in der weiteren Umgebung von Alba fucens wurden 

immer wieder zahlreiche Mauereidechsen beobachtet. 

Tabelle 1 Charakterisierung der Proben (Abruzzen) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 55 79 134 Regenerat 
2 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 59 108 167  
3 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 53 86 139  
4 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w 51 45 96 Regenerat 
5 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 62 112 174  
6 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 56 111 167  
7 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 52 97 149  
8 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 54 89 143  
9 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 57 87 144 Regenerat 

10 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 60 109 169  
11 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 57 89 146  
12 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 59 110 169  
13 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 55 82 137 Regenerat 
14 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 52 91 143  
G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 

4.1.2 Die Populationen der Stadt Pula 

Im Rahmen einer Reise nach Kroatien wurden im Amphitheater von Pula am 

03.06.2003 und dem 04.06.2003 14 Mauereidechsen gefangen. Pula liegt an der 

Südspitze von Istrien auf Meeresniveau. Im Amphitheater treten Mauereidechsen 

sehr zahlreich auf. Auch außerhalb des Amphitheaters ist die Mauereidechse in 

der Stadt an geeigneten Stellen zahlreich anzutreffen.  
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Abb. 3: Amphitheater der Stadt Pula 

 
Die Populationsstärke in der Stadt dürfte mehrere hundert Tiere betragen.  

Bei den Tieren handelt es sich höchstwahrscheinlich um Podarcis muralis 

maculiventris (WERNER, 1891). 

 

Tabelle 2 Charakterisierung der Proben (Istrien) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 03.06.2003 P. muralis Pula m. 64 70 134 Regenerat 
2 03.06.2003 P. muralis Pula w. 60 109 167  
3 03.06.2003 P. muralis Pula w. 56 92 148  
4 03.06.2003 P. muralis Pula m. 63 111 174  
5 03.06.2003 P. muralis Pula m. 61 105 166  
6 03.06.2003 P. muralis Pula w 53 67 120 Regenerat 
7 03.06.2003 P. muralis Pula m. 63 113 176  
8 03.06.2003 P. muralis Pula w. 57 72 129 Regenerat 
9 04.06.2003 P. muralis Pula m. 65 90 155 Regenerat 
10 04.06.2003 P. muralis Pula w. 58 70 128 Regenerat 
11 04.06.2003 P. muralis Pula m. 63 100 163  

G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 

4.1.3 Die Populationen von St. Martin d´ Ardèche 

St. Martin d´Ardèche liegt in der Region Provence Côte d´Azur, ca. 8 km nord-

westlich der Mündung des Flusses Ardèche in die Rhône und ca. 30 km nördlich 

der Stadt Orange. Die Entfernung zum Mittelmeer beträgt ca. 90 km. Die Höhe 
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über dem Meeresniveau beträgt nur wenige Meter. Die 18 Tiere wurden bei zwei 

Reisen in die Region in den Jahren 2001 und 2002 gefangen. Die gefangenen 

Tiere leben in Röhren und Spalten in einer Mauer direkt am Ufer der Ardèche. Bei 

der zweiten Probenahme im Jahre 2002 wurden nur Tiere beprobt, die kein 

Schwanzregenerat hatten, um eine Doppelbeprobung mit dem Jahr 2001 zu 

vermeiden. Die Populationsgröße ist sehr groß. Ein Gen-Austausch mit Tieren aus 

der Umgebung ist leicht möglich. Im gesamten Bereich der Ardèche und der 

Rhône ist die Mauereidechse verbreitet. Vermutlich handelt es sich bei dieser 

Region um ein Refugialzentrum der Mauereidechse während der letzten Eiszeit 

(BAMMERLIN et al. 1996). Eine Ausbreitung von hier aus nach Norden entlang 

der Rhône ist sehr wahrscheinlich.  

 

Abb. 4: St. Martin d´Ardèche 
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Tabelle 3 Charakterisierung der Proben (Ardèche) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 58 84 142 Regenerat 
2 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 61 82 143 Regenerat 
3 23.04.2001 P. muralis St. Martin w 48 85 133  
4 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 59 99 158  
5 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 52 68 120 Regenerat 
6 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 55 99 154  
7 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 62 105 167  
8 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 57 72 129 Regenerat 
9 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 57 94 151  
10 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 59 71 130 Regenerat 
11 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 62 106 168  
12 02.08.2002 P. muralis St. Martin w. 55 107 162  
13 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 62 112 174  
14 02.08.2002 P. muralis St. Martin w. 59 100 159  
15 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 58 102 160  
16 02.08.2002 P. muralis St. Martin w. 57 105 162  
17 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 60 108 168  
18 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 59 109 168  
G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 

4.1.4 Die Population von Bitche 

Bitche liegt ca. 600 km nördlich von St. Martin d´ Ardèche in Lothringen. Die 

Entfernung nach Saarbrücken im Saarland beträgt ca. 35 km, zum Rhein (Wörth) 

im Osten hin ca. 64 km. Die 20 Tiere wurden an den Befestigungsmauern der 

Zitadelle der Stadt Bitche im Jahr 2002 gefangen.  

 

Abb. 5: Zitadelle von Bitche 
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Tabelle 4 Charakterisierung der Proben (Bitche) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 53 63 116 Regenerat 
2 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 56 96 152  
3 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 60 107 167  
4 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 57 98 155  
5 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 59 74 133 Regenerat 
6 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 62 113 175  
7 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 55 93 148  
8 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 61 84 145 Regenerat 
9 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 62 112 174  

10 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 56 89 145  
11 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 57 69 126 Regenerat 
12 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 61 108 169  
13 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 59 107 166  
14 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 60 110 170  
15 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 61 81 142 Regenerat 
16 12.07.2002 P. muralis Bitche w. 52 90 142  
17 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 62 111 173  
18 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 60 83 143 Regenerat 
19 12.07.2002 P. muralis Bitche w. 54 66 120 Regenerat 
20 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 61 109 170  

G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 
 

Naturräumlich liegt Bitche in den Nordvogesen. Im gesamten Umland ist die 

Mauereidechse verbreitet (eigene Beobachtungen). So findet man sie an 

natürlichen Felsen, wie auch an mehreren Burgruinen in der Umgebung (eigene 

Beobachtung). Die Populationsstärke beträgt mehrer hundert Tiere direkt in 

Bitche. An der Zitadelle leben die Tiere in zahlreichen Mauerspalten.  

4.1.5 Die Population der Stadt Trier 

Die Tiere leben in historischen Ausgrabungsstätten in der Stadt, sowie an 

Trockenmauern in Weinbergen im Moseltal und den Tälern der Nebenflüsse wie 

Ruwer, Kyll und Saar. Bei den historischen Ausgrabungsstätten handelt es sich 

um die Kaiserthermen, die Barbarathermen und das Amphitheater (GASSERT 

2000). Die Mauereidechsen-Populationen außerhalb der Stadt Trier haben die 

Möglichkeit, untereinander in Verbindung zu treten. Ein Austausch an 

genetischem Material ist bis in heutige Zeit möglich. Rechts und links der Mosel 

auf den Radwegen und an der Uferböschung, sowie an fast allen Weinbergen 
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konnten Tiere nachwiesen werden. Nach JAKOBS (1976, 1981) ist die 

Mauereidechse die häufigste Reptilienart im Trierer Raum. Für die vorliegende 

Arbeit wurden Mauereidechsen in der Nähe des Ortes „Igel“ gefangen. Die Tiere 

befanden sich moselaufwärts an Trockenmauern in den Weinbergen. Die 

Populationsstärke wird auf mehr als einhundert Tiere geschätzt (eigene 

Schätzung).  

 

 

Abb. 6: Trockenmauer (Lebensraum der Mauereidechse) bei Igel  

 

Tabelle 5 Charakterisierung der Proben (Igel bei Trier) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 28.08.2001 P. muralis Igel w. 52 52 104 Regenerat 
2 28.08.2001 P. muralis Igel w. 55 69 124 Regenerat 
3 28.08.2001 P. muralis Igel m. 60 100 160  
4 28.08.2001 P. muralis Igel m. 61 102 163  
5 28.08.2001 P. muralis Igel m. 59 98 157  
6 28.08.2001 P. muralis Igel w. 55 70 125 Regenerat 
7 28.08.2001 P. muralis Igel w. 60 93 153  
8 28.08.2001 P. muralis Igel m. 62 80 142  
9 28.08.2001 P. muralis Igel m. 61 99 160  
10 28.08.2001 P. muralis Igel w. 58 78 136 Regenerat 
11 28.08.2001 P. muralis Igel w. 59 93 152  
12 28.08.2001 P. muralis Igel m. 62 88 150 Regenerat 
13 28.08.2001 P. muralis Igel m. 63 90 153  

G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 
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4.1.6 Die Population der Urft-Talsperre 

Die Urft-Talsperre liegt bei der Stadt Gemünd, ca. 16 km von der Belgischen 

Grenze, ca. 32 km von Aachen, sowie ca. 44 km von Bonn entfernt.  

 

 

Abb. 7: Uferbereich der Urfttalsperre  

 
Die Tiere leben in anstehenden Schieferhängen in einem militärischen Sperrgebiet 

einer belgischen Garnison. Die Tiere wurden im Mai 2003 gefangen. Sie kommen 

entlang des Ufers des Urft-Sees und des anstehenden Schiefergesteins in großer 

Zahl vor.  

 

 

Abb. 8: Anstehender Schiefer als Lebensraum der Mauereidechse an der 
Urfttalsperre  
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Tabelle 6 Charakterisierung der Proben (Urft) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 28.08.2001 P. muralis Urft w. 56 97 153  
2 18.04.2003 P. muralis Urft m. 61 102 163  
3 18.04.2003 P. muralis Urft w. 58 99 157  
4 18.04.2003 P. muralis Urft m. 59 78 137 Regenerat 
5 18.04.2003 P. muralis Urft m. 62 108 170  
6 18.04.2003 P. muralis Urft w. 56 77 133 Regenerat 
7 18.04.2003 P. muralis Urft w. 58 106 164  
8 18.04.2003 P. muralis Urft w. 54 76 130 Regenerat 
9 18.04.2003 P. muralis Urft m. 62 103 165  
10 18.04.2003 P. muralis Urft m. 60 106 166  
11 18.04.2003 P. muralis Urft m. 60 72 132 Regenerat 
12 18.04.2003 P. muralis Urft m. 62 100 162  

G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 
 

4.1.7 Die Population von Anhée 

Im Juni 2004 wurden 21 Tiere in Süd-Belgien, in der Burgruine Montaigle bei dem 

Ort Anheé gefangen. Anhée liegt nahe der Stadt Dinant an der Meuse (Maas), ca. 

18 km südlich der Stadt Namur.  

 

 

Abb. 9: Burgruine Montaigle bei Anhée 
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Die Tiere leben in den unverputzten Mauerspalten der Burgruine. Über das 

gesamt Gelände wurden Tiere beobachtet. Die Populationsstärke ist schwer zu 

schätzen. An einem Tag wurden 42 Tiere gezählt. 

Tabelle 7 Charakterisierung der Proben (Anhée in Belgien) 

Nr. Datum Taxon Ort G. K-R-L 
(mm) 

S-L 
(mm) 

Gesamt-L 
(mm) 

Besonderes 

1 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 60 108 168  
2 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 62 69 131 Regenerat 
3 28.06.2004 P. muralis Anhée w 55 69 124  
4 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 58 107 165  
5 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 47 67 114  
6 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 54 67 121 Regenerat 
7 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 52 71 123  
8 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 47 70 117  
9 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 63 90 153  
10 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 60 97 157  
11 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 53 82 135  
12 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 52 72 124 Regenerat 
13 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 56 85 141  
14 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 58 81 139  
15 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 55 71 126 Regenerat 
16 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 45 75 120 Juvenil 
17 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 52 82 134  
18 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 60 55 115 Regenerat 
19 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 53 70 123  
20 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 62 74 136 Regenerat 
21 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 60 111 171  

G. = Geschlecht, K-R-L = Kopf-Rumpf-Länge, S-L = Schwanzlänge, Gesamt-L = Gesamtlänge 
Regenerat = Schwanzregenerat 
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5 Populationsgenetik 

Genetische Untersuchungsmethoden gewinnen in den letzten Jahren zunehmend 

an Bedeutung. Mit ihrer Hilfe ist es möglich über die morphologische, 

verhaltensbiologische oder biochemische Ebene hinaus Populationen zu 

differenzieren. Die Genetik stellt ein wichtiges Instrument beim Verständnis 

Biogeographischer Fragen dar. Durch die Entwicklung neuerer genetischer 

Verfahren besteht seit den achtziger Jahren die Möglichkeit zur Überprüfung der 

genetischen Variabilität und Variation von Populationen. Die genetische Variation 

ist in natürlichen Populationen teilweise überraschend hoch und es gibt immer 

noch keine absolute Klarheit darüber, wie genetische Variation zustande kommt 

(ORR 1998, COMERON et al. 1999, HEY 1999, QUESADA et al 1999). Nach 

Ansicht der so genannten Neutralisten werden unstabile Polymorphismen 

überwiegend durch genetische Drift hervorgerufen (KIMURA 1983, NEI 1988). Im 

Gegensatz dazu sehen die so genannten Selektionisten Polymorphismen als 

stabil an, da durch balancierende Selektion verschiedene Allele in verschiedenen 

Mikrohabitaten erhalten werden (SILVA & RUSSO 2000). Die Begriffe genetische 

Variation und genetische Variabilität werden oftmals synonym verwendet, in der 

Evolutionsbiologie werden sie jedoch unterschiedlich definiert. Genetische 

Variation bedeutet aktuell beobachtete Unterschiede zwischen Individuen, 

während Variabilität die potenzielle Differenzierung beschreibt. Variabilität ist die 

Fähigkeit, sich an wechselnde Umweltbedingungen anzupassen. Wenn an einem 

Genort genetische Variation beobachtet wird, muss er natürlich variabel sein. Der 

Umkehrschluss hingegen kann nicht getroffen werden. Das Auftreten von 

genetischer Variation kann viele Ursachen haben. Als Ursachen kommen 

Mutationen, Rekombination der Allele bei zweigeschlechtlicher Paarung, 

Zufallsprozesse wie genetische Drift, lokale Muster von Genfluss, 

Austauschprozesse zwischen Teilpopulationen und verschiedene 

Selektionsbedingungen aufgrund lokal unterschiedlicher abiotischer und biotischer 

Faktoren in Frage. Als Mutation wird das Auftreten von vererbbaren 

Veränderungen der Basensequenz eines bestimmten Genabschnitts bezeichnet. 

Diese Sequenzveränderungen können nur während der Replikation der DNA 

entstehen. Wirkt sich diese Veränderung phänotypisch aus, wird diese neue 
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Eigenschaft durch Selektion auf ihre Fitness getestet. Mutation und Selektion sind 

die wesentlichen Faktoren der Evolution. Genetische Variabilität bildet die Basis 

für natürliche und künstliche Selektion und stellt damit eine wichtige 

Voraussetzung für das Überleben der Populationen dar. Auch die effektive 

Populationsgröße (Ne) spielt bei der Erhaltung genetischer Variation eine große 

Rolle. Die effektive Populationsgröße umfasst alle Tiere einer Population, die 

fortpflanzungsfähig sind und auch tatsächlich am Fortpflanzungsgeschehen 

teilnehmen (EWENS 1982). Die effektive Populationsgröße ist deshalb meist 

kleiner als die Zahl der Individuen einer Population. 

Offenbar können auch kleinräumige Unterschiede der Habitatbedingungen 

genetische Variation hervorrufen (LINHART 1974, MENGES 1991, TURKINGTON 

& AARSON 1984). Genetische Differenzierung ist jedoch nur durch einen lokal 

eingeschränkten Genfluss möglich. Neben den ständig auf eine Population 

einwirkenden Faktoren wie Genfluss und Gendrift, Selektion und Mutation gibt es 

einige historische Faktoren, die die genetische Zusammensetzung von 

Populationen beeinflussen. Solche historischen Ereignisse können 

Habitatfragmentierungen sein, die den Genfluss zwischen Teilpopulationen 

verringern und zu erhöhter Inzucht führen können, oder die Arealausdehnung, die 

gegenläufige Auswirkungen hat. Ebenso bedeutsam wie die vorher genannten 

Faktoren sind historische Ereignisse bei der Neubesiedlung eines Areals (founder 

effect) oder ein genetischer Flaschenhals (bottleneck), der durch extreme 

Verkleinerung der Populationsgröße hervorgerufen werden kann. 

Vor Entwicklung der molekulargenetischen Methoden konnten Mutationen nur 

morphologisch, ethologisch oder aufgrund der Leistungsfähigkeit der Individuen 

erkannt werden. Da sich nicht alle Mutationen auf die Expression der 

Aminosäuresequenzen auswirken und diese sich nicht in jedem Fall durchsetzen 

können, ist auf der Ebene der DNA eine größere genetische Variation vorhanden, 

als bei der Untersuchung phänotypischer Merkmale erkennbar ist. Hinzu kommt, 

dass der größte Teil (> 95 %) der genomischen DNA neben diesen kodierenden 

Bereichen aus nichtkodierenden Sequenzen besteht, deren Mutationen, soweit 

heute bekannt ist, keine Wirkung auf den Phänotyp ausüben. Außerdem sind 

innerhalb von Genen die ursächlichen Mutationen oft nicht bekannt, so dass 

insbesondere die Variabilität nichtkodierender Bereiche in Form von 
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molekulargenetischen Markern als Informationsquelle genutzt wird. Die molekulare 

Populationsgenetik untersucht die genetische Struktur von Populationen mit den 

Methoden der Molekularbiologie. Es gibt nur wenige Bereiche in der Biologie, die 

im gleichen Maße von mathematischer Theorie beeinflusst und geleitet wurden, 

wie die Populationsgenetik. Um die mathematischen Schwierigkeiten 

beherrschbar zu machen, werden viele Vereinfachungen verwendet, die allerdings 

die Komplexität natürlicher Populationen ignorieren. Dennoch haben sowohl 

empirische als auch theoretische Methoden in der Populationsgenetik große 

Erfolge erzielt. Genetische Variation ist als direkt beobachtbare Eigenschaft 

vergleichsweise einfach zu messen. Auf der Individuenebene wird sie als 

Heterozygotie angegeben. Im Gegensatz dazu ist die genetische Variabilität 

schwieriger zu messen, sie wird oftmals als Mutationsrate angegeben. 

Auf der Populationsebene kann die Verteilung genetischer Variation mit dem 

Inzuchtkoeffizienten FIS als Maß genotypischer Diversität angegeben werden. 

Inzucht bedeutet, dass zwei Individuen sich kreuzen, die näher miteinander 

verwandt sind als zwei zufällig ausgewählte Individuen der Population (HEDRICK 

2000). Der Inzuchtkoeffizient FIS drückt die Wahrscheinlichkeit aus, dass zwei 

homologe Allele eines Individuums von gleicher Abstammung sind (identity by 

descent). Das bedeutet, dass beide Kopien eines Allels einen gemeinsamen 

Ursprung haben. Daneben können jedoch auch Allele vorkommen, die zwar die 

gleiche Größe aufweisen, jedoch nicht von gleicher Abstammung sind (identity in 

state). Beim Vergleich verschiedener Populationen wird die Verteilung der 

Allelfrequenzen als FST-Wert angegeben. Im Zusammenhang mit verringerter 

genetischer Variation wird bei einigen Arten eine verringerte Fitness beobachtet 

(inbreeding depression). Fruchtbarkeit und Anpassungsfähigkeit können reduziert 

werden (BIJLSMA et al. 1994, BRAKEFIELD 1992). 

Aufgrund theoretischer Modelle wird ein erheblicher Verlust genetischer Variation 

in kleinen Populationen als Folge von Inzucht und genetischer Drift erwartet (NEI 

et al. 1975, WRIGHT 1978). So treten bei in Gefangenschaft gehaltenen 

Populationen häufig inzuchtbedingte nachteilige „Fitnesskonsequenzen“ auf. Die 

erniedrigte Lebensfähigkeit kann sich bei ingezüchteten Populationen in Form von 

höherer Mortalität, reduzierter Fertilität und zunehmender Anfälligkeit für 

Krankheiten äußern. Für wildlebende Tierarten stellt der Gepard (Acinonyx 
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jubatus) das wohl bekannteste Beispiel dafür dar, dass eine sehr geringe 

genetische Variation als Ursache für erhöhte Jungtiersterblichkeit und erniedrigte 

Reproduktionsraten angeführt wird (O’ BRIAN et al. 1983, 1985, 1986). Im 

Gegensatz dazu gibt es Beispiele für Arten, die trotz geringer genetischer 

Variation aufgrund geringer Individuenzahlen keine nachteiligen Folgen bzgl. 

demografischer Merkmale, wie Mortalität oder Fertilität haben. Als Beispiele hierfür 

gelten der nördliche See-Elefant (Mirounga angustirostris) der schwarze 

Fliegenschnäpper (Petroica traversi) und die Hawaiigans (Branta sandvicensis).  

Im Gegensatz zur Inzuchtdepression wird als „genetische Drift“ eine Änderung von 

Allelfrequenzen bezeichnet, die als Konsequenz stochastischer Fluktuationen in 

der Vererbung der jeweiligen Allele von Generation zu Generation auftritt.  

Das Verständnis der Abläufe innerhalb des Genoms ist von fundamentaler 

Bedeutung für die Anwendung genetischer Methoden in der Populationsbiologie.  

 

 

Abb. 10: Aufbau des Eukaryonten Genoms 

 

In höheren Genomen sind die Gene in der Regel aus codierender DNA (Exons) 

und nicht codierender DNA (Introns) zusammengesetzt. Anhand von 

Basensequenzen, die in verschiedenen Häufigkeitsklassen vorkommen, nämlich 

Einzelkopiesequenzen, mittelrepetetiven (1000 bis über 10.000 Kopien) und 
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hochrepetetiven Sequenzen (1 Million Kopien und darüber), lässt sich die DNA 

weiter einteilen. Innerhalb eines diploiden Wirbeltiergenoms (Größe eines Genoms 

ca. 3×109 bp, Hennig 1998) besteht etwa 1/3 aus repetetiven Abschnitten, die 

nicht für Proteine codieren und deren Funktion bisher noch nicht geklärt ist. Von 

diesen mäßig bis hochrepetetiven Abschnitten liegen 60% als Tandemwieder-

holungen und 40 % als verstreut liegende Wiederholungen vor (KRAWCZAK & 

SCHMIDTKE 1994).  

 

Tabelle 8 Unterteilung der DNA-Tandemwiederholungen (Satelliten-DNA) 

 
 

Da der Austausch oder der Wegfall eines Nukleotids bzw. die Umlagerung ganzer 

Sequenzteile im Gegensatz zu den codierenden Bereichen vermutlich nicht zu 

einer Fehlfunktion im Organismus führt, zeichnet sich dieser nicht codierende Teil 

der DNA auf Populationsniveau durch eine wesentlich höhere Variabilität aus. 

Diese erhöhte Variabilität im nicht codierenden Bereich macht diesen für 

Variabilitätsuntersuchungen interessant. Häufig sind gerade die tandemartig 

angeordneten repetetiven Sequenzen besonders reich an genetischer Variation, 

daher auch ihre Bezeichnung als HVRs (hypervariable regions) (KRAWCZAK & 

SCHMIDTKE 1994). Jede Veränderung der genetischen Konstitution einer Zelle, 

die nicht mit sexueller Fortpflanzung oder Rekombination in Zusammenhang steht 

und erblich manifestiert ist, wird als Mutation bezeichnet. Mutationen sind ein 

Grundphänomen in allen biologischen Systemen. Dieses Entstehen von 

Erbgutveränderungen ist in allen biologischen Systemen programmiert, da allein 

sie im Stande sind, das notwendige genetische Material für evolutionäre Prozesse 
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zur Verfügung zu stellen. Mutation und Selektion sind die Hauptkräfte, welche die 

Genpool- Zusammensetzung einer Population bestimmen. Die Mutation ist eine 

ungerichtete Kraft, die neue Variabilität in eine Population bringt. Im Gegensatz zu 

Veränderungen am Erbgut von Keimzellen erfolgt keine Weitergabe an die 

folgenden Generationen. Die Vorgänge um die Verdopplung des Erbguts 

(Replikation) und die Realisierung der genetischen Information (Transkription, 

Translation) sind alle höchst kompliziert und bedürfen eines großen Aufwandes an 

Energie und Material in der Zelle. Dabei geschehen spontan Fehler. Spontane 

oder induzierte Änderungen des Erbgutes werden als Mutationen bezeichnet. 

Mutationen sind allgemein genetische Änderungen der Basensequenzen in der 

Desoxyribonukleinsäure (DNA). Sie treten prinzipiell spontan, bzw. durch 

spezifische chemische oder physikalische Schädigungen auf. Im Gegensatz zu 

Veränderungen am Erbgut von Keimzellen erfolgt keine Weitergabe an die 

folgenden Generationen. 

 

Es wird allgemein zwischen 3 Mutationstypen unterschieden: 

• Genommutationen 

• Chromosomenmutationen 

• Punktmutationen (= Genmutation) 

 

Mutationen im codierenden Bereich sind wegen der damit verbundenen Struktur- 

und Funktionsänderung der entsprechenden Proteine, sofern eine Mutation 

überhaupt zu einer Codon- Änderung führt, meist zum Nachteil des Organismus 

und unterliegen damit einer direkten Selektion. Da die repetetiven, nicht 

codierenden Bereiche offenbar keiner gerichteten Selektion unterliegen, häufen 

sich hier Mutationen und Umlagerungen an. Gerade deshalb sind diese Bereiche 

zur Untersuchung der Variabilität besonders interessant. Genetische 

Untersuchungen auf Proteinebene decken diese Polymorphismen nicht auf, was 

dazu führt, dass bei Iso- und Allozymuntersuchungen meist eine geringere 

genetische Variabilität festgestellt wird (u. a. BARLOW & RIDGEWAY in 

HARDING et al. 1997, MACARANAS et al. 1995). Bisherige Allozymanalysen von 

Mauereidechsen-Populationen zeigten, dass 18 (86%) der 21 untersuchten 

Allozyme fixierte Allele auf Artebene aufweisen (MAYER & TIEDEMANN 1980, 
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1982). So betrugen die genetischen Distanzen (NEI 1971) verschiedener Podarcis 

muralis-Unterarten im Mittel nur 0.002, während Populationen der verwandten Art 

P. tiliguerta mittlere Distanzen von 0.079 aufwiesen (MAYER 1981; GUILLAUME 

& LANZA 1982). Untersuchungen von CAPULA (1997) bei Insel- und 

Festlandspopulationen von Podarcis muralis zeigten genetische Distanzen von 

0,001 bis 0,086. Der heutige Kenntnisstand beweist jedoch, dass in natürlichen 

Populationen eine größere genetische Variation vorhanden ist, als durch 

Untersuchungen auf Proteinebene festgestellt wurde (MACARANAS et al. 1995). 

In Studien am menschlichen Genom hat man nachgewiesen, dass eines von 100 

Basenpaaren polymorph ist, und dass eines von 100 dieser polymorphen 

Basenpaare nachweisbar ist. An bestimmten Genorten ist ein Heterozygotiegrad 

von 90 % nicht ungewöhnlich (JEFFREYS et al. 1985a).  

Innerhalb der letzten 20 Jahre hat das Interesse an genetischen Markern und die 

Entwicklung von neuen Methoden stark zugenommen, so dass es inzwischen eine 

Vielzahl von verschiedenen Verfahren gibt, um geeignete Indikatoren für die 

genetische Variation in natürlichen Populationen zu erhalten (LESSA 1992). Die 

Abschätzung des genetischen Potentials kann über die Analyse von Genen (DNA) 

bzw. deren Produkte (Allozymelektrophorese erfolgen). Wie oben schon erwähnt 

sind Allozym-Analysen wegen des geringen Grads an nachweisbaren 

Polymorphismen nur begrenzt einsatzfähig. Der Aufwand derartiger 

Untersuchungen ist meist enorm, da für einzelne Loci die Notwendigkeit 

unterschiedlicher Untersuchungsverfahren besteht. Die schwache statistische 

Aussagekraft ist ein weiterer Nachteil dieser Methode. DNA-Moleküle haben sich 

im Vergleich zu Proteinen als langlebiger und während technologischer Prozesse 

als stabiler erwiesen. Die genannten Probleme der  Allozym- oder 

Isoenzymanalysen wurden u. a. mit der Entwicklung des DNA-Fingerprinting durch 

JEFFREYS et al. (1985a) gelöst. Die Untersuchungen auf DNA- Ebene sind im 

Vergleich zu Untersuchungen auf Proteinebene teurer. Jedoch ermöglicht diese 

Methode den Nachweis einer wesentlich höheren genetischen Variabilität in 

natürlichen Populationen. Nachteile dieser Methode sind jedoch, dass sie eine 

relativ große Menge an DNA benötigt und sehr arbeits-, zeit- und kostenintensiv 

ist. Der Einsatz dieser Methode ist für die Anwendung an kleinen, geschützten 

Individuen wegen der benötigten großen DNA- Menge ungeeignet. Um eine 
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entsprechenden Menge an DNA pro Individuum zu erhalten, müssten die Tiere 

getötet werden. 

Eine revolutionäre Entwicklung im Bereich der Molekulargenetik ist die PCR 

(polymerase chain reaction). Diese Methode wurde von K. MULIES 1983 

entwickelt. Sie imitiert als in vitro-Methode das Zellreparatursystem im lebenden 

System. Sie beruht auf einer zyklischen Replikation, bei der in jedem Zyklus die 

vorhandene DNA verdoppelt wird. Somit werden DNA- Fragmente von der Größe 

eines einzigen Moleküls bis zu 10 kb in Abhängigkeit der Zyklenzahl tausend- bis 

millionenfach vervielfältigt. Seit ihrer Entwicklung hat die PCR auf dem Gebiet der 

Molekularbiologie für viel Aufsehen gesorgt (u. a. ERLICH et al. 1991, FRITSCH 

1996, HOELZEL et al. 1998). Bedeutend hierbei war die Entdeckung von 

thermostabilen Polymerasen, was zu einem hohen Grad der Automatisierung der 

Methode führte. In einem Thermozykler laufen die Arbeitsschritte Denaturierung, 

Annealing und Amplifikation mit verschiedenen Temperaturzyklen automatisch 

hintereinander ab, wodurch mögliche Fehlerquellen reduziert werden konnten 

(SAIKI et al. 1988, WHITE et al. 1989). Die Popularität der PCR kommt u. a. von 

der Fähigkeit dieser Methode beim Einsatz kleinster DNA- Mengen schnell und 

einfach Polymorphismen an verschiedenen Genorten nachzuweisen (MICHELI et 

al. 1993). Weiterhin ist die PCR weniger zeit-, arbeits- und kostenintensiv als 

traditionelle Methoden wie z. B. das DNA-Fingerprinting. Ein Nachteil der Methode 

besteht darin, dass zu Versuchsbeginn Vorkenntnisse über das Genom des 

Probenmaterials vorhanden sein müssen, um einen bzw. zwei spezifische Primer 

auswählen zu können, welche die gesuchte Sequenz flankieren (WILLIAMS et al. 

1993).  

Eine weitere Methode, die RAPD (random amplified polymorphic DNA)- PCR 

wurde erstmals von WILLIAMS et al. 1990 beschrieben. Das Prinzip dieser 

Methode besteht darin, dass ein Primer mit beliebiger Sequenz eingesetzt wird, 

der an komplementären Genorten bindet (WILLIAMS et al. 1990). Die Methode ist 

gekennzeichnet durch den Einsatz eines meist decameren (10 bp) willkürlich 

gewählten Primers und durch eine relativ geringe Annealingtemperatur 

(ALLEGRUCCI et al. 1995). Sie gehört, wie das DNA- Fingerprinting, zu den multi- 

locus- Verfahren (multi- locus = viele Sequenzblöcke aus verschiedenen 

Bereichen des Genoms (= Genorte) gleichzeitig darstellend). Primer für die RAPD-
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PCR sind meist durch 3 Eigenschaften charakterisiert: ein GC- Gehalt von 50-80 

%, keine Palindrome größer als 6 Basen und keine komplimentären Sequenzen 

am 3- Ende. 

 

 

Abb. 11: Prinzip der PCR (Polymerase chain reaction) 

 

Grundlegend für die RAPD-PCR ist die Tatsache, dass sich Polymorphismen auch 

dann nachweisen lassen, wenn die Basensequenz unbekannt ist. Durch den 

Einsatz willkürlich gewählter Primer deren Sequenz bekannt ist, ermöglicht diese 

Methode den einfachen und schnellen Nachweis von Polymorphismen. Damit ist 

die RAPD-PCR für populationsgenetische Studien besonders geeignet (HARDING 

et al. 1997). Der Einsatz willkürlich gewählter Primer führt zu einem wesentlichen 

Vorteil der RAPD-PCR, da so auch an Organismen RAPD-Analysen durchgeführt 

werden können, von deren Genom wenig oder noch nichts bekannt ist. Weitere 

Vorteile der Methode sind, dass aufwendige und teuere Schritte wie Clonen, 

Sequenzierung und Hybridisierung nicht mehr notwendig sind. (NADEAU et al. 

1992). Ähnlich wie DNA- Fingerprints zeigen auch PCR- Fingerprints einen hohen 

Grad an individueller Spezifität auf. Ein Fingerprint ist ein mit 
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molekulargenetischen Methoden erstelltes Bandenmuster aus meist 

informationsfreien DNA- Abschnitten, welche hochspezifisch für das 

entsprechende Individuum sind (LUBJUHN et al. 1994).  

Nachteile der Methode liegen darin begründet, dass im Gegensatz zur RFLP-

Analyse, die ermittelten Marker nur als „Dominante“ angesprochen werden 

können. Deshalb geht mit der RAPD-PCR ein Informationsverlust einher, da nicht 

zwischen heterozygoten und homozygoten Markern unterschieden werden kann 

(vgl. CLARK & LANIGAN 1993, LYNCH & MILLIGAN 1994). Ein weiterer Nachteil 

der Methode ist die Empfindlichkeit auf Störgrößen. Diese können mit exakt 

gleichen Versuchsbedingungen auf ein Minimum reduziert, jedoch nicht völlig 

eliminiert werden.  

HARDYS et al. (1992) weisen darauf hin, dass mit der RAPD-PCR-Analyse 

verschiedene taxonomische Niveaus untersucht werden können.  

Die Variationen der Amplifikationsmuster werden einzig auf "Bande vorhanden" (1) 

oder "Bande nicht vorhanden" (0) untersucht. 

Unterschiede in der Sequenz der DNA zwischen Individuen werden als 

Polymorphismen bezeichnet und nach KRAWCZAK & SCHMIDTKE (1994) wie 

folgt definiert: "Als genetischen Polymorphismus im klassischen Sinne bezeichnet 

man das gleichzeitige Vorkommen von zwei oder mehreren voneinander 

unterscheidbaren Varianten oder Genotypen innerhalb einer Population." DNA-

Polymorphismen eignen sich u. a. zur Feststellung von 

Verwandtschaftsbeziehungen von Individuen. Betrachtet man die durch die RAPD-

PCR und Gel-Elektrophorese ermittelten Banden (RAPD-Marker), so erkennt man 

ebensolche Polymorphismen zwischen Individuen. Diese RAPD-Polymorphismen 

äußern sich derart, dass im Amplifikationsmuster eines Individuums ein Marker 

vorhanden ist, und in einem Anderen fehlt. Diese Abwesenheit eines Markers 

kann durch das Fehlen der zugehörigen Primer-Bindungsstelle erklärt werden. Bei 

nahe verwandten Individuen kann das Fehlen einer Primer-Bindungsstelle auf 

Mutationen, Deletion oder Insertion zurückgeführt werden (MURALIDHARAN & 

WAKELAND 1993). Für einen RAPD-Polymorphismus ist eine Mutation am 

wahrscheinlichsten, bei der es zu einem Nukleotidwechsel an einer Primer-

Bindungsstelle kommt (WILLIAMS et al. 1990).  
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Abb. 12: Prinzip der RAPD-PCR 

 

Es gibt drei grundlegende Methoden, genetische Variation auf der DNA-

Sequenzebene zu untersuchen. Eine Methode ist die Analyse von so genannten 

Restriktionsfragmentlängenpolymorphismen (RFLP's). Das Prinzip der RFLP's ist 

die Untersuchung von Sequenzpolymorphismen, die in der Schnittstelle von 

Restriktionsenzymen liegen. Eine der beiden (oder mehreren) Sequenzvarianten 

führt zum Verlust einer Schnittstelle eines Restriktionsenzyms, so dass ein Verdau 

mit dem entsprechenden Restriktionsenzym ein unterschiedliches Bandenmuster 

ergibt. Zusätzlich können mit dieser Methode Insertionen und Deletionen detektiert 

werden. Eine weitere Methode beruht auf der Analyse so genannter 

Mikrosatelliten DNA. Mikrosatelliten sind kurze, repetitive Abschnitte eines 
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Sequenzmotifs von zwei bis vier Nukleotiden. Diese Abschnitte sind im Genom 

sehr häufig und können mit PCR-Primern amplifiziert werden. Da sie eine hohe 

Mutationsrate aufweisen, ist die Wahrscheinlichkeit hoch, dass sich zwei 

Individuen in der Anzahl der Wiederholungseinheiten unterscheiden. 

Mikrosatelliten variieren in der Zahl ihrer Wiederholungseinheiten und können auf 

einem Gel oder mittels Kapillarelektrophorese der Größe nach aufgetrennt und 

unterschieden werden. Die dritte Methode besteht in der DNA-Sequenzierung. 

Aufgrund der technischen Revolution in der Molekularbiologie hat die Analyse von 

DNA-Sequenzen natürlicher Populationen sehr stark an Bedeutung gewonnen. 

Die Sequenzierung von DNA ist mittlerweile relativ kostengünstig und kann im 

großen Umfang durchgeführt werden, weswegen sie wohl mittelfristig die 

wichtigste Methode zur Untersuchung genetischer Variation sein wird. DNA-

Sequenzierung ist theoretisch in der Lage, jegliche Art von genetischen 

Unterschieden zu finden. Von besonderem Interesse sind dabei die 

Einzelnukleotidpolymorphismen (SNP, single nucleotide polymorphism). SNP's im 

engeren Sinne sind genetische Polymorphismen, die auf eine Mutation eines 

einzelnen Basenpaares zurückgeführt werden können. 
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Tabelle 9 Eigenschaften verschiedener genetischer Marker und ihre Eignung 
für populationsgenetische Untersuchungen (aus QUACK 2004); +++ sehr gut, ++ 
gut, + ausreichend, - ungeeignet 

 

 Isoenzyme STS, ESTs 
RAPDs, 

AFLPs  
SSRs cpSSR 

Anzahl Loci pro Reaktion 1 oder mehr 1 oder mehr 1-80 
1 oder 

mehr 
1 

Vererbung codominant codominant dominant codominant uniparental

Variabilität 
niedrig-

mittel 

niedrig-

mittel 
sehr hoch hoch mittel 

Genexpression 

Unterschied 

zw. Allelen 

möglich 

Unterschied 

zw. Allelen 

möglich 

unbekannt
nicht 

codierend 

nicht 

codierend 

Ei
ge

ns
ch

af
te

n 

Entwicklungsaufwand Niedrig sehr hoch niedrig sehr hoch hoch 

Genetische Diversität + + ++ +++ + 

Populationsdifferenzierung + + ++ ++ ++ 

Genotypische Struktur ++ ++ - ++ - 

Ei
gn

un
g 

Adaptive Variation + ++ - - + 

5.1 Stand der Forschung 

Zur genetischen Diversität bei Mauereidechsen liegen verschiedene 

Voruntersuchungen vor. Der Karyotyp wird mit 2n = 38, NF = 38 angegeben 

(BÖHME 1986). Bisherige Allozymanalysen von Mauereidechsen-Populationen 

zeigten, dass 18 (86%) der 21 untersuchten Allozyme fixierte Allele auf Artebene 

aufweisen (MAYER & TIEDEMANN 1980, 1982). So betrugen die genetischen 

Distanzen (nach NEI 1971) verschiedener Podarcis muralis-Unterarten im Mittel 

nur 0.002, während Populationen der verwandten Art P. tiliguerta mittlere 

Distanzen von 0.079 aufwiesen (Mayer 1981; Guillaume & Lanza 1982). CAPULA 

(1997) untersuchte mittels Allozymelektrophorese die genetische Variabilität 

einiger Insel- und Festlandspopulationen von Podarcis muralis. Dabei erwiesen 

sich 13 von 20 Enzym-Loci als polymorph. Die genetischen Distanzen betrugen  

zwischen 0,001 und 0,086. Der heutige Kenntnisstand beweist jedoch, dass in 

natürlichen Populationen eine größere genetische Variation vorhanden ist, als 

durch Untersuchungen auf Proteinebene festgestellt wurde (MACARANAS et al. 
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1995). BENDER (1999) untersuchte in ihrer Arbeit sechs deutsche 

Mauereidechsen-Populationen (Rüdesheim, Kaub am Rhein, Offenburg, 

Heilbronn, Marienthal an der Ahr und Zell an der Mosel) und eine italienische 

Referenz-Population (Gardasee). Ein Hauptinteresse galt der Analyse der 

genetischen Struktur der Populationen, insbesondere hinsichtlich der 

Auswirkungen anthropogener Habitatveränderungen. Die AMOVA der deutschen 

Populationen zeigte, dass der mit Abstand höchste Varianzanteil (fast 94 %) 

innerhalb der Populationen zu finden war. Selbst bei Hinzunahme der italienischen 

Population vom Gardasee erhöhte sich der Varianzanteil zwischen den 

Populationen nur von etwa 6 auf 16 %, was auf eine eher nur geringe genetische 

Strukturierung der Populationen hindeutete. Vor allem die deutschen Eidechsen-

Populationen zeigten eine hohe genetische Homogenität bei relativ hohem 

Genfluss zwischen den analysierten Populationen. Dies wurde als Hinweis auf 

einen gemeinsamen Genpool und damit einen regen Austausch von Migranten 

angesehen. GASSERT (2000) untersuchte isolierte Populationen der 

Mauereidechse (Podarcis muralis) in Trier mittels der RAPD-PCR Methode. Die 

AMOVA aller vier Populationen ergab, dass der ermittelte Varianzanteil zwischen 

den Populationen 36 % betrug, also ca. doppelt so hoch als bei BENDER (1999), 

sogar zwischen den isolierten Trierer Populationen betrug der Varianzanteil noch 

23 %. Von 59 getesteten RAPD-PCR-Primern erwies sich nur einer als 

aussagekräftig.  

NEMBRINI & OPPLIGER (2003) entdeckten für P. muralis neun STR Marker, die 

sich alle als polymorph erwiesen, was auf einen hohen potentiellen 

Informationsgehalt schließen lässt. Neben diesen, erstmals für P. muralis 

entwickelten STR Markern, wurden auch schon für andere Echsenarten (z.B. für 

die Waldeidechse Lacerta vivipara (ESTOUP 1999), den Zaunleguan Sceloporus 

jarrovii (ZAMUDIO & WIECZOREK 2000), für die Kanarische Echse Gallotia galloti 

(RICHARD & THORPE 2000) und die Drachenechse Ctenophorus ornatus, 

(LEBAS & SPENCER 2000) polymorphe STR Marker entwickelt. ESTOUP et al. 

(1999) entwickelte sieben STR-Marker für die Waldeidechse Lacerta vivipara 

welche auch für die Mauereidechse getestet wurden, vier davon erwiesen sich als 

genetische STR-Marker für P. muralis geeignet.  
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5.2 Probenmaterial 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden ausschließlich Schwanzenden von 

Mauereidechsen als Probenmaterial verarbeitet. Das Probenmaterial (die 

autotomierten Schwanzenden) wurde schnellstmöglich in 80% .igen unvergällten 

Alkohol eingelegt und frühstmöglich (innerhalb einiger Tage) bei -20° C gelagert. 

Alternative Konservierungsmethoden für das Probenmaterial von Mauereidechsen 

werden bei BENDER (1999) beschrieben. 

5.3 RAPD-PCR 

Die Polymerase-Ketten-Reaktion ist eine in vitro-Methode, welche das natürliche 

DNA-Replikationssystem der Zelle imitiert. Pro Zyklus wird die Template-DNA 

durch folgende Reaktionsschritte jeweils verdoppelt : 

• Denaturierung der DNA, 

• Annealing (Hybridisieren des Primers an der Template-DNA, 

• Polymerisation (DNA-Synthese durch Primerverlängerung, Replikation). 

 

Die RAPD-PCR stelle eine Sonderform der PCR dar, da beliebige Primer 

bekannter Sequenz ausgewählt werden und die Primerbindungsstellen zufällig 

(randomly) über das Genom verteilt sind. Primer unterschiedlicher Sequenz und 

unterschiedlicher Länge haben folglich unterschiedliche komplementäre 

Bindungsstellen, deren Anzahl ebenfalls primerabhängig ist.  

Durch Erhitzen wird die Doppelstrang- Template DNA denaturiert und in zwei 

Einzelstränge zerlegt, wobei ein rasches Abkühlen ein Reassoziieren der Stränge 

verhindert. An für den Primer komplementären Basensequenzen der 

Einzelstränge kann sich dieser bei geeigneten Temperaturen anlagern 

(Annealing). Voraussetzung ist das Vorhandensein zweier Bindungsstellen 

innerhalb einer bestimmten Distanz an den gegenüberliegenden Einzelsträngen. 

Vom freien 3`-OH-Ende des Primers beginnt die Polymerase unter Anwesenheit 

der vier Desoxyribunucleosidtriphosphate (dATP, dCTP, dGTP, dTTP) die 

Synthese eines zur Template-DNA komplementären Stranges (extension, 

Polymerisation ). Dies führt zur Bildung eines neuen Doppelstranges und somit zur 
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Verdopplung der ursprünglichen Template-DNA pro Zyklus. Die erhaltenen 

Stränge gehen als Matrize in den nächsten Zyklus ein, was abhängig von der 

Zyklenzahl zu einer millionenfachen Zyklenzahl führt. Die Besonderheit bei diesem 

Verfahren besteht darin, dass ab dem dritten Zyklus sich die diskreten 

Zielsequenzen, die Sequenzen zwischen zwei Primerbindungsstellen plus der 

beiden begrenzenden Primer, exponentiell vervielfältigen. Von der Anzahl der 

zwischen zwei Bindungsorten liegenden Basenpaaren ist es abhängig, ob es zu 

einer Amplifikation kommt. Nur wenn innerhalb der zur Verfügung stehenden Zeit 

die DNA von einer Bindungsstelle zur nächsten synthetisiert, erhält man ein 

Amplifikationsprodukt. Für eine erfolgreiche Amplifikation müssen die 

Bindungsstellen innerhalb von 4000 bp liegen, wobei generell 120 Sekunden für 

eine Synthese von Fragmenten bis zu einer Größe von 5000 bp als ausreichend 

gelten.  

Die Kopienzahl der Zielsequenz lässt sich wie folgt berechnen: 

 Kopienzahl = (2n - 2 • n) • x 

 n = Anzahl der Vermehrungsprodukte 

2n = Produkte der ersten beiden Vermehrungszyklen, deren Länge nicht 

definiert ist. 

 x = Anzahl der Kopien der ursprünglichen DNA-Matrize 

 

Die Reaktion verläuft jedoch nicht beliebig lange exponentiell. Eine vollständige 

Ausbeute wird durch einige Faktoren, meist die Enzymmenge, verhindert. 

Die wesentlichen Komponenten zur Durchführung der PCR sind: 

• DNA-Matrize (Template-DNA) 

• DNA-Polymerase 

• dNTPs 

• Primer 

• Puffer 

(Chemikalien und Geräte s. Anhang) 
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Da es keine allgemeingültigen Protokolle für die Anwendung der RAPD-PCR gibt, 

muss für jede Anwendung ein optimiertes Protokoll beschrieben werden.  

5.4 Submarine Agarose-Gelelektrophorese 

Das Prinzip der Submarinen Agarose-Gelelektrophorese beruht darauf, dass 

geladene Teilchen in einem elektrischen Spannungsfeld (bei TBE-Puffer, pH 8,3) 

zu dem ihrer Ladung gegensätzlichen Pol wandern. Die in dissoziierter Form als 

Anion vorliegende DNA wandert, ihrer negativen Ladung entsprechend, im 

elektrischen Feld von der Kathode zur Anode. Wanderungsgeschwindigkeit und -

strecke sind u.a. von der Ladungsstärke abhängig. Da das Gel kleinen Molekülen 

geringeren Widerstand bietet als großen, werden diese nach verschiedenen 

Fragmentlängen aufgetrennt.  

5.4.1 Probegel 

Zur Überprüfung der Qualität der isolierten DNA wurde die submarine Agarose-

Gelelektrophorese verwendet. Zur Herstellung eines 0,7 % .igen Geles wurde 1.05 

g Agarose (SERVA, Heidelberg) mit 150 ml TBE-Puffer versetzt und unter 

Hitzezufuhr (Mikrowelle) gelöst. Nach Abkühlung auf ca. 60°C wurden 250 µl 

Bisbenzimid zupipettiert. Die Lösung wurde luftblasenfrei in einen Trog mit 

Slotkamm gegossen. Dem erkalteten Gel wurde in der Elektrophoresekammer pro 

Tasche je 17 ml Stammlösung der Probe mit 3µl Stop-Lade-Mix zupipettiert. Die 

Elektrophorese wurde bei 60 V Spannung für 2 Stunden durchgeführt. Danach 

wurde das Gel auf dem UV-Tisch fotografiert und die Qualität der DNA beurteilt.  

5.4.2 Elektrophoretische Auftrennung der PCR-Produkte 

Zur probeweise elektrophoretischen Auftrennung der Amplifikationsprodukte 

wurde ein 2,8 % .iges Agarose-Gel hergestellt Es wurde ein 20 x 20 cm großes 

Tray und zwei Slotkämme mit je 22 Zähnen verwendet. So konnten pro Gel 42 

Proben untersucht werden. Unter Hitzezufuhr (Mikrowelle) wurden 4.98 g 

Agarose I (AMRESCO Inc, Solon, Ohio, USA) in 320 ml TBE-Puffer gelöst. Nach 

Abkühlung der Lösung auf 60°C wurden 10 µl Ethidiumbromid (1%) zupipettiert. 

Dadurch konnte eine nach der Elektrophorese notwendige Färbung vermieden 
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werden. 25 µl der PCR-Proben wurden mit 4µl Stop-Lade-Mix versetzt und in die 

Gel-Taschen einpipettiert. Zur elektrophoretischen Auftrennung wurde eine 

Spannung von 120 V (140 mA) für die Dauer von 3 Stunden angelegt, was zu 

einer Laufstrecke von ca. 8 cm führte. Die Gele wurden nach der Elektrophorese 

auf dem UV-Tisch fotografiert. Diese Auftrennungsweise wurde im Vorfeld der 

kapillarelektrophoretischen Auftrennung gewählt. Erst nachdem die Proben hierbei 

auswertbare Bandenmuster zeigten, wurden sie mittels ABI PRISM™ 310 Genetic 

Analyzer von Perkin Elmer/Applied Biosystem ausgewertet. 

5.5 Molekulargenetische Methode, Mikrosatelliten-DNA-Analyse 

Als molekulargenetische Methode wurde die Mikrosatelliten-DNA-Analyse 

gewählt. Für Populationsanalysen auf Artebene werden verschiedene 

verhaltensbiologische Merkmale, morphologische Merkmale und biochemische 

Merkmale (DNA, Proteine) herangezogen. Man unterscheidet verschiedene 

genetische Marker. Restriktionsfragment-Längenpolymorphismen (RFLPs) waren 

lange Zeit die wichtigste Klasse der DNA-Poymorphismen. RFLPs sind meist das 

Ergebnis einzelner Basenaustausche, sie können jedoch auch auf DNA-

Umlagerungen wie Insertionen oder Deletionen zurückgehen. RFLPs sind immer 

dann zu beobachten, wenn durch die Veränderung in der DNA die 

Erkennungsstelle einer Restriktionsendonuklease betroffen ist. Auch wenn die 

Sequenzvariation meist nicht mit einer phänotypischen Veränderung des 

Organismus verbunden ist, verhalten sie sich aber dennoch wie mendelsche 

Gene. Ende der 80er Jahre wurde das Konzept der sequenzmarkierten Stellen 

STS (sequence tagged sites) entwickelt. STS sind 100-300 bp lange DNA-

Sequenzen die im Genom nur einmal vorkommen. Die Sequenzstücke werden 

durch die PCR amplifiziert und als Marker zur physikalischen Kartierung 

eingesetzt. Das PCR-Produkt beschreibt dabei einen eindeutigen Locus im 

Genom. Hierbei kann jede genomische Sequenz herangezogen werden. Die 

Region, in denen die Primer gewählt werden, muss allerdings frei von repetetiven 

DNA-Sequenzen sein. Der Bereich zwischen dem Primerpaar darf aber durchaus 

repetetiv sein.  
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Abb. 13: Isolierung von molekularen Markern (aus JANNING 2004) 

 

Mikrosatelliten sind ein Spezialfall der sequenzmarkierten Stellen. Bei STSs wird 

die Kenntnis einer locusspezifischen Sequenz vorausgesetzt. Im Falle der 

Mikrosatelliten sind die Primersequenzen in der Gesamtpopulation konserviert wie 

bei den konventionellen STSs, die dazwischenliegende Sequenz variiert jedoch in 

der Länge. Man kann davon ausgehen, dass ein STS ein identisches PCR-

Produkt bei allen Individuen einer Spezies erzeugt, während man bei der 

Amplifikation von Mikrosatelliten ein Allelspezifisches PCR-Produkt erhält. Diese 

allelischen Unterschiede werden nach den Mendelschen Gesetzen vererbt. Für 

biogeographische Analysen auf innerartlichem Niveau sind die 

Allozympolymorphismen oder DNA-Mikrosatellitenpolymorphismen als geeignete 

Markersysteme erkannt worden (ASHLEY 1999, HAIG 1998). Mikrosatelliten 

werden als STRPs (= Short Tandem Repeat Polymorphism) oder auch als VNTR 

(= Variable Number of Tandem Repeats) bezeichnet. Mikrosatelliten sind so 

genannte repetitive Sequenzen. Die Anzahl der Sequenzwiederholungen und 

somit die totale Länge des Mikrosatelliten, ist je nach Allel variabel in einer 

Population, und eignet sich somit als polymorpher DNA-Marker. Mikrosatelliten 
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haben den RFLPs gegenüber den Vorteil, dass sie eine größere Variabilität und 

somit einen höheren Anteil von Heterozygoten in einer Population besitzen, 

außerdem ist die Nachweismethode leichter. Man erhält die Länge der 

Mikrosatelliten durch eine PCR-Amplifikation (polymerase chain reaction) mit 

zwei den Repeat flankierenden Primern. Mikrosatelliten-DNA besteht aus bis zu 

50 Kopien von Folgen aus einem Kernmotiv von 1-6 Basenpaaren. Beispiele für 

solche Wiederholungen sind A, AC, AAAN oder AG (hierbei ist N irgendein 

Nucleotid). Mikrosatelliten können in drei verschiedenen Formen auftreten, wobei 

Zwischenformen möglich sind (nach JARNE & LAGODA 1996): 

 

Reiner Mikrosatellit: 5´...CACACACACACACACACACA...3´ 

Zusammengesetzter Mikrosatellit: 5´...CACACACACAGAGAGAGAGA...3´ 

Unterbrochener Mikrosatellit: 5´...CACATTCACACATTCATTCA...3´ 

 

Solche Sequenzstrukturen kommen in eukaryotischen Genomen weit verbreitet 

vor, z.T. auch in der Kontrollregion der Mitochondrien und in Chloroplasten. Am 

häufigsten treten Di-, Tri-, und Tetranukleotide auf. Mikrosatelliten mit AC-

Dinucleotid-Folgen kommen, im Genom verteilt, durchschnittlich einmal pro 30 kb 

Genom-Abschnitt vor, auch direkt vor oder hinter Genen oder im Intron-Bereich. 

Tri- oder Tetranucleotid-Wiederholungen sind seltener. Sie kommen etwa einmal 

unter einigen hunderttausend Basenpaaren vor. Aufgrund der 

Basenzusammensetzung der Mikrosatelliten-Sequenzen kann angenommen 

werden, dass diese nicht an der Codierung von Polypeptiden beteiligt sind. Für 

das menschliche Genom weiß man, dass  Mikrosatelliten etwa 0,5 Prozent des 

Gesamtgenoms ausmachen. Dinucleotid-Repeats treten, wie schon erwähnt, am 

häufigsten auf (im menschlichen Genom in 21 % der gesamten Mikrosatelliten), 

wobei AC-Wiederholungen zu 50 %, AT-Wiederholungen zu 35 %, AG-

Wiederholungen zu 15 % und GC-Wiederholungen zu 0,1 % vorkommen. Tri-

Nukleotid-Repeats treten im menschlichen Genom in 6 % aller Mikrosatelliten auf, 

Tetra-Nucleotid-Repeats in 16 % aller Mikrosatelliten. Für genetische Arbeiten ist 

interessant, dass die Zahl von AC-Dinucleotiden in einem Mikrosatelliten hoch 

polymorph ist, d.h. zwei Allele unterscheiden sich mit hoher Wahrscheinlichkeit in 

der Zahl der Dinucleotide eines gegebenen Mikrosatelliten.  
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Mikrosatelliten haben im Vergleich zu anderen Markersystemen einige 

entscheidende Vorteile: 

Direktsequenzierungen haben im Allgemeinen das höchstmögliche Maß an 

Information, da hier die genaue Basenzusammensetzung direkt in einem 

automatischen Sequenzierer bestimmt wird. Diese Methode hat allerdings den 

Nachteil, dass sie sehr zeitaufwendig und teuer ist.  

Allozymuntersuchungen haben den Nachteil, dass Probematerial von frisch toten 

Tieren verwendet werden muss, da Enzyme sich gewöhnlich rasch zersetzen, 

außerdem sind Enzyme in Bezug auf pH-Wert und Temperatur relativ empfindlich.  

 

Die wichtigsten Vorteile für Mikrosatelliten zur Analyse von Populationsstrukturen 

sind (nach JARNE & LAGODA 1996): 

- Mikrosatelliten gelten als kodominante Marker, d.h. es können zwei allele 

Formen parallel in einem Individuum präsentiert sein. Dadurch ist es 

möglich, den Heterozygotiegrad einer Population zu bestimmen. Diese 

Eigenschaft teilen sich Mikrosatelliten mit Allozymen, nicht jedoch mit 

anderen genetischen Markersystemen wie RAPDs und RFLPs. Bei den 

RAPDs und RFLPs wird methodisch bedingt nicht ein einziger Genort 

analysiert, dadurch keine allelen Zustände untersucht.  

- Mikrosatelliten gelten als selektionsneutral und sind somit ideale genetische 

Marker. 

- Da die DNA ihre Genloci in der Ontogenese nicht verändert, können 

Mikrosatelliten aus genetischem Material verschieden alter Individuen 

gewonnen werden. 

- Die Anzahl von Allelen pro Locus ist evtl. sehr hoch. 

- Mikrosatelliten zeigen daher oft eine große Anzahl an Allelen. 

- Bei der Analyse mit Mikrosatelliten besteht ein großer Vorteil in der 

Verfügbarkeit einer großen Anzahl an zu verwendenden Loci. 

 

Voraussetzung für die Verfügbarkeit von Mikrosatelliten ist die Kenntnis der DNA-

Sequenzen beiderseits des Mikrosatelliten. Hierfür ist die Anlage einer speziellen 

Genbank nötig. Dieser Prozess ist recht zeit- und kostenintensiv. 
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Mikrosatelliten-Sequenzen werden über Fragmentlängen-Analysen ausgewertet. 

Im vorliegenden Fall wurden fluoreszensmarkierte PCR mit anschließender 

Detektion der Längenpolymorphismen auf einem automatischen Sequenzer 

durchgeführt. Eine weitere übliche Methode ist die radioaktive Markierung der 

PCR-Produkte mit anschließender denaturierender Polyacrylamid-

Gelelektrophorese und Autoradiografie des Gels.  

 

 
 

Abb. 14: Prinzip der DNA-Mikrosatelliten-Analyse (verändert nach KRAWCZAK & 
SCHMIDTKE 1994) 

Bei Untersuchungen von Dinukleotid STR kann häufig ein „enzymatischer 

Slippage“ während der Amplifikation beobachtet werden. Dieser stellt sich in Form 

artifizieller Peaks oder so genannten Stotterbanden („stutter peaks“) im 



54 

 

Elektropherogramm dar (LITT et al. 1993, SCHLÖTTERER & TAUTZ 1992). Diese 

Peaks sind um ein oder mehrere Repeateinheiten kürzer als das Hauptallel und 

machen manchmal eine eindeutige Bestimmung schwierig. Aufgrund des 

größeren Abstandes zwischen den einzelnen Allelen neigen Tri- und 

Tetranukleotid-Repeats offensichtlich weniger zum „Slippage“ und sind sicherer zu 

identifizieren (EDWARDS et al. 1991, URQUHART et al. 1995). 

 

 

Abb. 15: Beispiel für „stutter peaks“ bei der Mikrosatelliten-Analyse, Probe Bitche 
32, Primer Lv 4-alpha 

 

Die Repeatstruktur von STR-Allelen kann in unterschiedlicher Weise variieren. Es 

können Variationen in der Länge der individuellen Repeateinheit, in der Anzahl der 

Repeateinheit und durch Unterschiede im Repeatmuster einzelner Allele auftreten 

(PUERS et al. 1993, MÖLLER & BRINKMANN 1994). 

Simple repeats enthalten Einheiten identischer Länge und Sequenz, compound 

repeats dagegen bestehen aus einem oder mehreren zusammengesetzten 

einfachen (simple) repeats und complex repeats sind durch unterschiedliche 

Blöcke von variabler Länge, die zusätzlich noch durch mehr oder weniger variable 

Sequenzen unterbrochen werden können, charakterisiert (URQUHART et al. 

1994). Die Voraussetzung zur genauen Allelbestimmung ist die Kenntnis der 

Sequenz-Struktur der STR-Loci.  
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5.5.1 DNA-Isolierung 

Zur DNA-Isolierung wurde die Mikro-Salz-Chloroform Methode ausgewählt.  

Ca. 80 mg des Probenmaterials wurden unter flüssigem Stickstoff in einem Mörser 

pulverisiert. Falls das Probematerial einen entsprechenden Durchmesser hatte 

wurde die Reptilienhaut mittels Skalpell entfernt. Das Gewebe wurde in einem 

zweiten Schritt in SE-Puffer, dem 30 µl Proteinase K-Lösung zugegeben wurden, 

über Nacht bei 55°C inkubiert. Der Verdau wurde bei 6000 U/min für 10 min 

abzentrifugiert, da die Eidechsenhaut nur sehr unzureichend verdaut wurde und 

deutlich als feste Bestandteile zu sehen war. Dem Verdau wurden 180 µl 6M 

NaCl-Lösung und 0,5 ml Phenol-Chloroform zugegeben und 10 min bei 4° C auf 

dem Überkopfschüttler gemischt. Danach wurden die Proben bei 8000 U/min 10 

min abzentrifugiert. Die wässrige Phase wurde abgehoben, und nun mit 180 µl 6M 

NaCl-Lösung, sowie 0,5 ml Chloroform versetzt. Chlorform, Phenol-Chloroform 

und die hohe Salzkonzentration bewirken ein Befreien der Nukleinsäuren von 

Verunreinigungen (Proteinresten, RNA usw.). Die Proben wurden wieder 10 min 

bei 4° C auf dem Überkopfschüttler gemischt und danach bei 8000 U/min 10 min 

abzentrifugiert. Die wässrige Phase  wurde abpipettiert und mit ca. 1,2 ml 

eisgekühltem (-20° C) absolutem Ethanol versetzt (der Alkohol zerstört die 

Hydrathülle der DNA). Durch leichtes Schwenken fiel die DNA aus. Die DNA 

wurde bei 14000 U/min 20 min abzentrifugiert. Der Alkohol wurde dekantiert und 

nachdem die DNA angetrocknet war, wurden jeder Probe 200 µl H2Obidest 

zugegeben um die DNA zu lösen. Damit sich die DNA vollständig lösen konnte, 

wurde sie für mindestens 12 h bei 4°C im Kühlschrank aufbewahrt. 

5.5.2 Konzentrations- und Reinheitsbestimmung 

Alle Proben wurden der Standardisierung wegen gleich behandelt. So wurde nach 

der DNA-Isolierung ein Probegel angefertigt um Verunreinigungen in den Proben 

sowie DNA-Degradierung zu erkennen. Die Proben mit degradierter DNA wurden 

verworfen. Die DNA-Konzentration wurde am Photometer bestimmt. Zur 

Konzentrationsbestimmung wurde die Stammlösung 1:20 mit H2Obidest.  verdünnt und 

die Extinktion bei 260 nm gemessen. Zusätzlich wird die Extinktion der verdünnten 

Stammlösung bei 280 nm gemessen. Der Quotient der beiden Exktinktionswerte 
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(260/280) gibt die Reinheit der DNA an. Der Wert des Quotienten sollte bei 1.85 

liegen. Werte größer 1.85 lassen auf Verunreinigung mit RNA, Werte kleiner 1.85 

auf Verunreinigung mit Chloroform oder Proteinen schließen. 

5.6 Automatische DNA-Analyse 

Die erzielten Ergebnisse der vorliegenden Arbeit wurden auf dem ABI PRISM™ 

310 Genetic Analyzer von Perkin Elmer/Applied Biosystem ermittelt. Bei dem 

verwendeten Gerät handelt es sich um ein vollautomatisches 

Kapillarelektrophorese-System für die Multi-Color DNA-Sequenzierung (bis zu 12 

kb/Tag), sowie für die DNA-Fragmentanalyse. Es ermöglicht eine semiquantitative 

und ein-Basenpaar-genaue Fragmentgrößenbestimmung, STR-Analysen, AFLP-

Analysen, SSCP-Analysen, etc.. Die Verwendung der Kapillarelektrophorese-

technik ermöglicht einen unbeaufsichtigten 24 Stunden-Betrieb. Bei einer Sitzung 

wurden bis zu 48 Proben (0,5 ml Reaktionsgefäße) abgearbeitet. Die 

Elektrophorese erfolgt in einer mit Polymer als Geläquivalent gefüllten Kapillare. 

Zur Trennung der DNA-Fragmente werden anfangs der Untersuchungen 

verschiedene speziell entwickelte Polymere (GENESCAN Polymer, POP 4, POP 

6) verwendet, die sowohl native als auch denaturierende Analysen erlauben. Zu 

den endgültigen Fragmentlängenanalysen, sowie auch die DNA-Sequenzierungen 

wurde GENESCAN POP 6 verwendet. Das eingesetzte Polymer beruht auf 

Cellulose- und Harnstoffbasis und ist je nach Anwendung unterschiedlich dicht 

(Pop: performance optimized polymer). Zur Analyse wird die Kapillare jeweils neu 

mit Polymer gefüllt. Die Kapillare wird wenige Sekunden (ca. 5 sec.) unter Anlegen 

einer Spannung (elektrokinetische Probeninjektion) in das jeweilige Probengefäß 

eingeführt, dann in Aqua bidest. gewaschen und anschließend in den 

Kathodenpuffer getaucht. Nach Anlegen der Betriebsspannung (ca. 10-15 kV) 

erfolgt die Auftrennung der DNA ihrer Größe nach in der Kapillare. Die Detektion 

der Fragmentlängen erfolgt durch einen Laser und eine CCD-Einheit.  
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Abb. 16: Funktionsweise des ABIPRISM 310 Genetic Analycer am Beispiel einer 
Multiplex-PCR zur simultanen Analyse mehrerer STR-Loci (ABIPRISM 
PROFILER KIT, APPLIED BIOSYSTEMS) 

 

Durch ein durchsichtiges Teilstück kurz vor dem Ende der Kapillare regt der Laser 

die im elektrischen Feld vorbeiwandernden DNA-Fragmente optisch an und die 

daran gebundenen Fluoreszensfarbstoffe emittieren ihrerseits Licht zurück, 

welches von den Fotozellen der CCD-Einheit aufgenommen und als Signal an den 

angeschlossenen Computer weitergegeben wird. 

Grundlage hierfür ist, dass für die Fragmentlängenanalyse farbmarkierte Primer 

eingesetzt werden, so dass auch die resultierenden STR-Fragmente eine 

entsprechende Markierung tragen. Zur DNA-Sequenzierung werden 

fluoreszensmarkierte Nukleotide eingesetzt. Bei der Fragmentanalyse muss zu 

jeder Probe zusätzlich ein in der Regel rot markierter Längenstandard (ROX) 

zugegeben werden. So ist für jede Fragmentbande eine Größenzuordnung 

möglich.  
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Abb. 17: Aufbau des ABIPRISM 310 Genetic Analycer (APPLIED BIOSYSTEMS) 

5.6.1 DNA-Sequenzierung nach SANGER 

Mit der Methode nach SANGER (SANGER et al. 1977, Abb. 18) kann die 

Basenabfolge des Amplifikats bestimmt werden. Diese Methode beruht auf dem 

Prinzip der Didesoxymethode, bei der eine DNA-Polymerase die Primer mit den 

vorhandenen vier dNTP-Molekülen (dATP, dCTP, dGTP und dTTP) entlang einer 

einzelsträngigen Matrize verlängert. Angewendet wird die T7-DNA-Polymerase 

(TABOR & RICHARDSON 1987).  

 

Abb. 18: DNA-Isolierung nach SANGER (1977) (aus JANNING/KNUST 2004) 
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Vor der Sequenzierreaktion muss der DNA-Doppelstrang durch Hitzebehandlung 

denaturiert werden. Der Einbau von einem Didesoxynukleosidtriphosphat 

(ddNTP), einem dNTP-Analogon, führt zu einem zufälligen Abbruch bei der 

Sequenzierreaktion. Somit entstehen unterschiedlich lange DNA-Ketten, die alle 

mit einem Didesoxynukleosidtriphosphat enden. In einer hochauflösenden 

Polyacrylamid-Gelelektrophorese oder einer Kapillarelektrophorese werden die 

DNA-Stränge aufgetrennt.  

5.6.2 Taq Cycle Sequencing 

Zur Sequenzierung von DNA nach der Sanger-Methode gibt es neben der oben 

beschriebenen T7-Polymerase (Sequenase) auch noch die Taq-Polymerase 

(INNIS et al. 1988), welche die Grundlage zum Taq Cycle Sequencing darstellt. 

Die Taq-Polymerase ist ein hitzestabiles Enzym aus dem Bakterium Thermus 

aquaticus. Der Vorteil des Taq Cycle Sequencing gegenüber der Sequenzierung 

mit Sequenase liegt in den geringeren DNA Mengen, die erforderlich sind. Anstatt 

einer alkalischen Denaturierung, bei der viele einzelne Pipettierschritte mit 

eventuellen Probenverlusten nötig sind, wird bei der Taq Cycle Sequencing 

thermisch vorgegangen.  

Die Vorgehensweise bei der Taq Cycle Sequencing geschieht folgendermaßen: 

Zum DNA-Template werden DNTPs, farbmarkierte Terminatoren (ddNTPs), 

AMPLITAQ®  DNA-Polymerase und Primer zugegeben. Ebenso wie sich Primer 

mit Fluoreszensfarbstoffen markieren lassen, können die Farbstoffe (JOE, ROX, 

FAM und TAMRA) mit einer speziellen patentrechtlich geschützten Technik an die 

ddNTP-Moleküle (DyeDesoxy-Terminatoren™, APPLIED BIOSYSTEMS) 

gekoppelt werden. Hierbei signalisiert die Farbe des Fluoreszensfarbstoffes je 

eine der vier Didesoxyreaktionen, so dass man jede Base anhand ihrer 

Fluoreszenz-Farbe identifizieren kann. Die Terminatoren ermöglichen es, mit 

jedem Primer zu sequenzieren, ohne diesen extra mit einem Farbstoff markieren 

zu müssen. Jede der vier Basen hat ihren eigenen Farbstoff, der jeweils bei einer 

anderen Wellenlänge fluoresziert. Das hat den großen Vorteil, dass alle 

Reaktionen in einem Gefäß durchgeführt werden können und für jede Probe nur 

ein Lauf bei der Kapillarelektrophorese benötigt wird. Fragmente, die ein 

Didesoxynukleotid an ihrem 3´-Ende eingebaut haben, können von dem 
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Laserstrahl, der die Kapillare abtastet, einzeln erfasst werden. Der 

Reaktionsansatz wird in einem Thermocycler gegeben in dem eine erneute PCR 

durchgeführt wird. Hierbei entstehen unter Anwesenheit von ddNTPs markierte 

Sequenzierungsprodukte unterschiedlicher Länge. Nach einem initialen 

Denaturierungsschritt folgen in mehreren Zyclen Anlagerungs-, Verlängerungs- 

und Denaturierungsschritten. Im Anschluss an die PCR muss das Produkt von 

überflüssigen farbmarkierten Terminatoren gereinigt werden. Diese Reinigung 

erfolgt in speziellen Säulen (z.B. DYEEX 2.0 Spin Kit, QIAGEN). Der Unterschied 

zur Sequenase-Sequenzierung liegt in der größeren Ausbeute an 

Sequenzierungsprodukten, was durch den zyklischen Vorgang erreicht wird. Damit 

ist das Taq Cycle Sequencing die Methode der Wahl, wenn nur geringe Mengen 

an DNA-Template zur Verfügung stehen.  

5.7 Statistische Auswertemethoden 

Die Entschlüsselung der genetischen Diversität stellt eines der Hauptanliegen 

molekulargenetischer Untersuchungen dar. Wie in Kap. 5.1. (s. Tabelle 9) 

beschrieben, sind nicht alle Methoden gleichermaßen für die Entschlüsselung der 

genetischen Diversität geeignet. Die genetische Diversität beschreibt die Vielfalt in 

der genetischen Zusammensetzung von Organismengruppen auf derselben oder 

auf unterschiedlichen Organisationsstufen. Sie ist das Ergebnis der Evolution und 

folglich das Resultat der Wirkung verschiedener Evolutionsfaktoren, insbesondere 

von Mutation, Selektion, genetischer Drift und Migration, sowie der Vermehrungs- 

und auch Populationsstruktur von Populationen. Hierbei kann auch der Einfluss 

des Menschen eine wichtige Rolle spielen (SPERLICH 1988; VAN HINTUM 1995).  

Mit Hilfe der Mikrosatelliten-Analysen können verschiedene populationsgenetische 

Parameter dargestellt werden. Da es sich bei der Mikrosatelliten-Analyse um die 

Darstellung codominanter Marker handelt, wird der Heterozygotiegrad 

berücksichtigt, der einen der wichtigsten populationsgenetischen Parameter 

darstellt.  
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5.7.1 Heterozygotie (H) 

In diploiden Organismen wird ein DNA-Locus jeweils durch zwei homologe Allele, 

ein mütterliches und ein väterliches, beeinflusst. Sind diese unterschiedlich 

ausgebildet, d. h. liegen unterschiedliche Allele vor, so spricht man von 

heterozygoten Individuen. Die Heterozygotie gibt dabei den prozentualen Anteil an 

heterozygoten Individuen an. 

 

 
Eine Abweichung vom erwarteten Heterozygotiegrad Hexp kann verschiedene 

Ursachen haben.  

Einerseits kann ein Heterozygoten-Überschuss ein Hinweis auf überdominante 

Selektion oder Auskreuzen („outbreeding“) sein. Hier zeigen viele Untersuchungen 

einen deutlichen Zusammenhang zwischen Heterozygotie und verschiedenen 

Fitness-Komponenten, wie Größenwachstum, Lebensfähigkeit und anderen 

physiologischen Parametern (MITTON & GRANT 1984, ALLENDORF & LEARY 

1986, MITTON 1993). Besonders in ökologisch wenig stabilen Lebensräumen 

bedeutet eine hohe Heterozygotie eine bessere Anpassungsfähigkeit von 

Populationen an sich ändernde Selektionsbedingungen (FRANKEL et al. 1995, 

NEVO 2001).  

Andererseits nimmt in kleinen geschlossenen Populationen die Wahrscheinlichkeit 

von Paarungen zwischen verwandten Individuen zu. Verwandte Individuen haben 

einen oder mehrere gemeinsame Vorfahren und sind durch die Übereinstimmung 

eines Teils ihres Genoms charakterisiert. Diese Herkunftsgleichheit der Allele 

einiger Genorte bewirkt die Ähnlichkeit zwischen den Verwandten. Die Ähnlichkeit 

nimmt zu, wenn der erwartete Anteil der Genorte mit herkunftsgleichen Allelen 
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steigt. Bei der Paarung von verwandten Individuen (Inzucht, „inbreeding“) erhöht 

sich die Wahrscheinlichkeit, dass Mutter und Vater eine Kopie des gleichen Allels 

eines gemeinsamen Vorfahrens an die Nachkommen vererben, die dann an 

diesem Genort herkunftsgleich sind. In einer Population wird der erwartete Anteil 

von Genorten, der durch die steigende Inzucht homozygot geworden ist, durch 

den Inzuchtkoeffizienten nach WRIGHT (1921) ausgedrückt. Die Zunahme der 

Homozygotie in einer Population ist zumeist mit Leistungseinbußen in Form von 

Inzuchtdepression („inbreeding depression“) vor allem im Bereich der 

Reproduktion und Fitness der Individuen verbunden (IRGANG 2001). 

5.7.1.1 Inzucht-Koeffizient FIS (WEIR, 1990) 

Der FIS-Wert misst die Abnahme der Heterozygotie in Individuen einer 

Subpopulation durch nicht zufällige Paarung (z.B. Inzucht) „I“ steht hierbei für 

Individuum und „S“ für Subpopulation. Der FIS-Wert misst das Verhältnis von 

Allelen zwischen Individuen der gleichen Subpopulation (BALLOUX & LUGON-

MOULIN 2002). Ein positiver Wert für FIS bedeutet verringerte Heterozygotie 

(Inzucht), ein negativer Wert erhöhte Heterozygotie (Auskreuzen). Die genetische 

Grundlage der Verschlechterung durch Inzucht ist einmal die vermehrte 

Expression rezessiver unvorteilhafter Gene („deleterious allels“) bei verringerter 

Heterozygotierate und die häufig beobachtete Überlegenheit heterozygoter 

Individuen, auch gegenüber homozygoter Individuen mit dominanten Allelen, was 

als Heterosis-Effekt bezeichnet wird (CHARLESWORTH & CHARLESWORTH 

1987). 

 
Da die negativen Auswirkungen von Inzucht auch von lokalen 

Standortbedingungen abhängig sind, ist eine Voraussage der Auswirkungen 

verringerter genetischer Variation nicht möglich (DUDASH 1990). Mit dem FIS-

Koeffizient ist es möglich zu überprüfen, ob gesammelte Tiere einer Stichprobe zu 
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einer oder mehreren  Subpopulationen gehören. In diesem Fall werden jedoch 

mögliche Erklärungen vernachlässigt, die zu Inzucht führen können, wie 

beispielsweise verschiedene Formen der Fortpflanzung oder eine eventuell 

vorhandene Sozialstruktur (BALLOUX & LUGON-MOULIN 2002). 

5.7.2 Genetische Diversität 

5.7.2.1 Shannon-Information-Index (LEWONTIN 1972) 

Die genetische Diversität Hs beruht auf der Berechnung der Species-Diversität 

nach SHANNON-WEAVER (1949). Sie stellt ein Maß für die relative Variabilität 

der Allelverteilung in einer Population dar. Sie berechnet sich aus der relativen 

Häufigkeit der einzelnen Allele (Banden).  

 
Oft basiert der Index Hs auf dem ln, in einigen Studien wird jedoch auch der log10 

verwendet, was die Vergleichbarkeit der Daten erschwert.  

5.7.2.2 Gene-Diversity bzw. HE nach NEI (1973) 

Die genetische Diversität nach NEI (1973) ist synonym zu der erwarteten 

Heterozygotie (NEI 1973) und wurde für die Mikrosatellitendaten mit Hilfe des 

Programms POPGENE 1.32 (YEH et al 1997) berechnet. 

 

5.7.3 F-Statistik 

Die F-Statistik nach WRIGHT (1951, 1965, 1978) wird bei codominanten 

genetischen Markern wie Allozymen und auch Mikrosatelliten eingesetzt. Die 
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Berechnung des FST-Parameters beruht auf dem „Insel-Modell“ (WRIGHT 1969). 

Der Index „F“ vergleicht die erwartete Heterozygotie einer bestimmten 

hierarchischen Ebene mit der reduzierten Heterozygotie auf Grund einer 

Populationsstrukturierung. Die F-Statistik gibt Angaben über die 

Populationsstruktur auf einer niedrigeren Ebene. Populationsstruktur wird als 

Variation in der genetischen Zusammensetzung definiert (HEWITT & BUTLIN 

1997). Neben Inzucht ist die Populationsstruktur die zweite Ursache für 

nichtzufällige Paarung und die daraus resultierende Abweichung vom Hardy-

Weinberg-Gleichgewicht. Es ist zu erwarten, dass die Gesamtpopulation einer Art 

in verschiedene, unterschiedlich stark voneinander abgetrennte Teilpopulationen, 

unterteilt ist. Die Konsequenz von Populationsstruktur ist die genetische 

Differenzierung von Subpopulationen. Sie wird als Verschiebung von 

Allelfrequenzen in den einzelnen Subpopulationen definiert. 

Genetische Differenzierung kann verschiedene Ursachen haben: 

• Lokale Adaption unterschiedlicher Genotypen in verschiedenen 

Populationen 

• Genetische Drift in einzelnen Subpopulationen 

• Gründereffekt (zufällige Unterschiede in der Allelfrequenz von Individuen, 

die eine neue Population gründen) 

• Flaschenhalseffekt (zufällige Unterschiede in der Allelfrequenz von 

Individuen, die einen Populationsengpass mit nur wenigen Individuen 

durchlaufen haben) 

 

Die in der vorliegenden Untersuchung eingesetzten Berechnungen (für FST oder 

ΦST) beruhen auf den Verfahren nach WEIR & COCKERHAM (1984), bei denen 

es keine Einschränkung hinsichtlich der Stichprobengröße und Populationszahl 

gibt. Diese Methode ist varianzbasiert. FST-Werte können zwischen 0 und 1 liegen. 

Der FST-Wert wird nahe 1 reichen wenn in einer Population der Verlust jeglicher 

genetischer Variabilität eintritt, d. h. eine starke Populationsstrukturierung durch 

Fixierung bestimmter Allele in der Subpopulation. Im Umkehrschluss bedeutet der 

Wert 0, dass keine Populationsstruktur vorhanden ist, da alle Subpopulationen die 

gleichen Allelfrequenzen aufweisen. Für die Interpretation von FST-Werten wurden 

folgende Klassen vorgeschlagen (WRIGHT 1978, HARTL & CLARK 1997): 
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• 0 – 0,05: geringe genetische Differenzierung 

• 0,05 – 0,15: mittlere genetische Differenzierung 

• 0,15 – 0,25: große genetische Differenzierung 

• > 0,25: sehr große genetische Differenzierung 

5.7.3.1 IAM basierte F-Statistik (NEI 1977) 

 

5.7.4 Φ-Statistik 

Mit dem Programm ARLQUIN Ver. 2.0 (SCHNEIDER et al. 2000) ist es möglich 

die Unterteilung der genetischen Populationsstruktur zu untersuchen. Das 

Verfahren basiert auf der Analysis of molecular variance (AMOVA, EXCOFFIER et 

al. 1992). Das Programm wurde ursprünglich für RFLP Haplotypen entwickelt, ist 

aber auch sehr gut für Microsatelliten- und RAPD-Daten geeignet (HUFF et al. 

1997). Bei der AMOVA wird die Gesamtvarianz des gesamten Datensatzes 

einzelnen Varianzkomponenten zugeordnet. Es werden die Varianzkomponenten 

„innerhalb von Populationen“ und „zwischen Populationen“ unterschieden. Die 

Berechnung der Signifikanz-Level beruht auf Permutationen.  

Die so genannte Φ-Statistik ist ein Äquivalent zur F-Statistik von WRIGHT (1951), 

die zur Berechnung codominanter Marker entwickelt wurde (REYNOLDS et al. 

1983). Die Berechnungen werden in ARLEQUIN auf Basis der paarweise 
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quadrierten euklidischen Distanzen zwischen den molekularen Phänotypen 

durchgeführt. Im vorliegenden Fall sind molekulare Phänotypen die Anzahl der 

unterschiedlichen Allele.  

5.7.4.1 Die Φ-Statistik nach WEIR & COCKERHAM (1984) 

Der ΦST ergibt sich dabei nach: 

 

 

5.7.4.2 Genfluss (SLATKIN & BARTON 1989) 

Genfluss ist der Austausch von Allelen zwischen Populationen durch Austausch 

von Individuen (Migration). Die genetische Verbindung zwischen Populationen 

hängt stark vom Ausmaß des Genflusses ab. Natürlich hat Migration nur dann 

Genfluss zur Folge, wenn sich die ausgetauschten Individuen fortpflanzen. Die 

wichtigste Auswirkung von Genfluss ist die Einbringung neuer Allele und somit die 

Erhöhung der genetischen Variabilität. Der Genfluss kann mit Hilfe des ΦST-

Wertes berechnet werden (SLATKIN & BARTON 1989, SINCLAIR et al. 1996, 

GOMES et al. 1998, BENDER 1999).  
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Ist Nem „viel kleiner als 1“ gelten die untersuchten Populationen als räumlich 

getrennt (WRIGHT 1978). 

Der Genfluss zwischen Populationen ist abhängig von der geographischen 

Distanz zwischen ihnen (JAIN & BRADSHAW 1966) und dem Fehlen 

geographischer Barrieren. Ferner wird er beeinflusst von der Art der Vermehrung 

und den Verbreitungsmechanismen der Art. Die Differenzierung von Populationen 

ist unter anderem vom Genfluss zwischen ihnen abhängig. Zur Beschreibung 

unterschiedlicher Populationsstrukturen werden unterschiedliche Modelle 

vorgeschlagen (HANSKI & GILPIN 1991): 

• Das „Kontinent-Insel-Modell“ ist gekennzeichnet durch Genfluss von einer 

großen (kontinentalen) Population in Richtung einer kleinen 

„Inselpopulation“ (Abbildung). 

 

Abb. 19: Schematische Darstellung der Verbindung zwischen Besiedlungsquelle 
und „Vorposten“ nach dem Kontinent-Insel-Modell 

 
• Beim „Insel-Modell (Abb. 20) tritt Genfluss zwischen allen kleinen 

Populationen mit gleicher Wahrscheinlichkeit auf. FST als Maß für 

genetische Divergenz wird in diesem Modell hauptsächlich durch 

genetische Drift beeinflusst (WRIGHT 1978, SLATKIN & VOELM 1991, 

WEIR & COCKERHAM 1984). 
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Abb. 20: Schematische Darstellung der Verbindung zwischen Populationen nach 
dem „Insel-Modell“ 

 
• Beim „Sprungbrett“ – oder „Trittsteinmodell“ (Abb. 21) tritt Migration nur 

zwischen benachbarten Populationen auf. 

 

Abb. 21: Schematische Darstellung der Verbindung zwischen Populationen nach 
dem „Sprungbrett-Modell“ 

 
• Abschließend das „Isolation durch Entfernungs-Modell“ („isolation by 

distance“; SLATKIN 1993). Dieses Modell beschreibt in einer kontinuierlich 

verbreiteten Population einen mit der Entfernung abnehmenden Genfluss 

(Abb. 22). 
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Abb. 22: Abnahme des Genflusses mit zunehmender geographischer Entfernung 
(„isolation by distance“) und Variationen von Ensatina spec. in N-Amerika 
als Beispiel (THELANDER 1994) 

5.7.5 Test auf Hardy-Weinberg-Gleichgewicht 

Das Hardy-Weinberg-Gleichgewicht (HWG) beschreibt den Zusammenhang 

zwischen Genotypen und Allelfrequenzen eines Locus in einer Population 

diploider Organismen. Das Hardy-Weinberg-Gleichgewicht stellt eine der 

wichtigsten Erkenntnisse der theoretischen Populationsgenetik dar. Beim Hardy-

Weinberg-Gleichgewicht geht man davon aus, dass sich eine Population im 

Gleichgewicht befindet, zufällige Paarung zwischen allen Individuen herrscht und 

keine evolutionären Kräfte auf die Population einwirken. Nach dem Hardy-

Weinberg-Gleichgewicht wird die Beziehung zwischen Allelfrequenz und 

Genotypfrequenz einer Population, für einen Locus mit zwei Allelen, 

folgendermaßen charakterisiert: 
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Tabelle 10 Erwartete Allel-Häufigkeit eines zwei-Allel-Systems (p und q) der 

Genotypen in Hardy-Weinberg-Gleichgewicht 

 
 

In einem diploiden Organismus wird das Hardy-Weinberg-Gleichgewicht innerhalb 

von zwei Generationen erreicht. Die Heterozygotie gleicht der Häufigkeit von 

Heterozygoten in diploiden Organismen für zufällig sich paarende Populationen. 

Da die Heterozygotie nur Allelfrequenzen und keine Genotypfrequenzen 

verwendet, kann sie als Maß für genetische Diversität von Populationen 

verwendet werden, die sich nicht im Hardy-Weinberg-Gleichgewicht befinden (NEI 

1973). 

Voraussetzungen für das Vorliegen des Hardy-Weinberg-Gleichgewichts: 

• sehr große Population  

• die Individuen müssen sich uneingeschränkt paaren können 

• es gibt keine Selektion bestimmter Allele 

• keine Genwanderung (Genmigration) kommt vor 

• keine Erbänderungen treten auf 

 

Bei isolierten Populationen mit geringer Individuenzahl ist das Vorliegen des 

Hardy-Weinberg-Gleichgewichts kritisch zu betrachten.  

5.7.6 Genetische Distanzen 

Unter Annahme des IAM-Modells (s. Kap. 5.7.3.1) wurde die Genetische Distanz 

DS nach NEI (1972) formuliert. Sie kann für Mikrosatelliten mit dem Programm 

POPGENE Ver. 1.32 berechnet werden. 
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Die Werte für DS tendieren bei großer Ähnlichkeit der untersuchten Populationen 

gegen 0, während sie bei geringer Ähnlichkeit gegen 1, formelbedingt aber gegen 

∞ streben. 

5.7.7 Test auf „Isolation by distance“ 

Der statistische Zusammenhang zwischen geographischer  und genetischer 

Distanz wird mittels Mantel-Test (MANTEL 1967) abgesichert. Der Mantel-Test 

eignet sich besonders für ökologische und genetische Daten, da er nicht 

unabhängige, normalverteilte Daten benötigt, um gesicherte Aussagen machen zu 

können. Die Berechnungen wurden mit dem Programm GENEPOP Vers. 3.4 

(RAYMOND & ROUSSET 1995) durchgeführt. 

5.8 Weitere statistische Auswertemethoden 

5.8.1 Clusteranalyse und Berechnung von Dendrogrammen 

Mit Hilfe einer Clusteranalyse wird die heterogene Objektmenge in Gruppen von 

ineinander homogenen Objekten (Cluster) zerlegt.  

Nach BORTZ (1993) werden dabei die durch einen festen Satz von Merkmalen 

beschriebenen Objekte nach ihrer Ähnlichkeit in Cluster eingeteilt, wobei die 

Cluster intern möglichst homogen und extern möglichst gut voneinander 

unterscheidbar sein sollen. Die Clusteranalyse stellt somit einen wichtigen Ansatz 

zur Unterscheidung von Individuen bzw. Populationen dar. Die so erzeugten 

Dendrogramme können dazu dienen, Distanzen aufgrund von Allel- und 

Genotypfrequenzen und den Mittelwerten von Merkmalen zweidimensional, 

graphisch darzustellen. Die Clusteranalyse wurde mit Hilfe des Programms 

STATISTICA 6.0 durchgeführt. Eine der häufigsten und einfachsten 

Clustermethoden ist die UPGMA (unweighted pairgroup method using arithmetic 

averages, SNEATH & SOKAL 1973, HILLIS 1996). Bei der UPGMA- Methode wird 
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zunächst ein Paar geringster Distanz D gebildet und die durchschnittliche 

genetische Distanz dieses Paars zu den übrigen Populationen berechnet. 

Anschließend wird wieder die geringste genetische Distanz gesucht und das 

nächste Paar gebildet. Mit Hilfe dieses Algorithmus wird während einer 

Clusteranalyse versucht, relativ homogene Fallgruppen oder Variablen zu 

identifizieren und diese werden dann in separate Cluster eingeordnet. Diese 

Cluster werden dann agglomerativ zu einem hierarchischen Cluster aufgebaut und 

in einem Dendrogramm grafisch dargestellt. Individuen mit ähnlichem genetischen 

Datensatz können dann in einem gemeinsamen Cluster angeordnet werden. Die 

Position bzw. die mehr oder weniger starke Abgrenzung dieser Cluster innerhalb 

des Dendrogramms beschreibt dann die genetische Struktur bzw. die genetische 

Diversität von Populationen. Die genetischen Distanzen zwischen den 

Populationen, bzw. Gruppen von Populationen werden im Dendrogramm durch die 

Länge der verbindenden Äste dargestellt. Die durchschnittlichen Distanzen 

basieren auf allen im Gesamtcluster vorhandenen Daten. Die UPGMA wurde 

ursprünglich für die Erstellung von taxonomischen Phenogrammen und 

Dendrogrammen, die phänotypische Ähnlichkeiten zwischen Individuen 

reflektieren, entwickelt (NEI 2000). Auch in populationsgenetischen 

Untersuchungen findet sie häufig Anwendung (KAMBHAMPATI et al. 1992, HAIG 

et al. 1994, JAGGI et al. 2000, ZHOU et al. 2000, CHIAPPERO & GARDENAL 

2001, KULIKOVA et al., MISHRA et al. 2002).  

 

Abb. 23: Prinzip der UPGMA-Methode (Additive Methode, OTUs ("operational 
taxonomic units") werden durch sequenzielles Clustern nach absteigender 
Ähnlichkeit gruppiert. 
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Dieses Clusterverfahren spiegelt jedoch nur dann die Datenstruktur korrekt wider, 

wenn die Distanzen ultrametrisch sind (WÄGELE 2001). Diese Annahme trifft auf 

biologische Daten in der Regel nicht zu, da die Evolutionsprozesse normalerweise 

nicht regelmäßig ablaufen, es also keine "gleichförmige molekulare Uhr" gibt. Ein 

dem UPGMA ähnlicher Algorithmus ist die so genannte Neighbor-Joining (NJ) 

Methode (SAITOU & NEI 1987). Dieses Clusterverfahren benötigt keine 

ultrametrischen Distanzen, toleriert also taxaspezifische Abweichungen in den 

Evolutionsraten, die durch unterschiedliche Astlängen dargestellt werden. 

Ausgangspunkt des Verfahrens ist eine Sterntopologie. Das Ziel der Neighbor 

Joining Methode ist nun die Minimierung der Summe aller Astlängen. Da diese 

Methode keine konstante Evolutionsrate (gleichförmige molekulare Uhr) 

voraussetzt, ist es die Methode der Wahl bei phylogenetischen und 

evolutionsbiologischen Fragestellungen (GILLIES et al. 1999, CLAUSING et al. 

2000, DESVIGNES et al. 2001, KRUGER et al. 2002, STEPNIAK et al. 2002). 

5.8.2 Faktorenanalyse, Hauptkomponentenanalyse 

Die Faktorenanalyse (engl.: factor analysis) ist ein datenreduzierendes und 

hypothesengenerierendes Verfahren, das eine große Anzahl von Variablen gemäß 

ihrer korrelativen Beziehungen zueinander in wenige, voneinander unabhängige 

Variablengruppen ordnet (MANLY 1994, BORTZ 1993). Ziel der Faktorenanalyse 

ist es, den Grad der Komplexität, der durch eine Vielzahl von Variablen dargestellt 

wird, durch möglichst wenige Faktoren wiedergeben zu können. Diese 

Variablengruppen werden Faktoren (bzw. Hauptkomponenten in der 

Hauptkomponentenanalyse) genannt. Sie besteht aus den folgenden 4 Schritten: 

• Korrelationsmatrizen 

Die Korrelationsmatrizen geben einen ersten Überblick darüber, welche Variablen 

stark und welche nur schwach miteinander korrelieren. Hier kann man also 

ablesen, welche Variablen möglicherweise unberücksichtigt bleiben sollten und 

welche in die Faktorenanalyse miteinbezogen werden. 

• Faktorextraktion 

Dieser Schritt dient dem Extrahieren der Faktoren und zeigt durch statistische 

Maßzahlen, ob das Faktorenmodell geeignet ist. 
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• Rotation 

Die Rotation dient dazu, die im zweiten Schritt gefundenen Faktoren graphisch so 

darzustellen, dass eine sinnvolle Interpretation der Daten stattfinden kann. 

• Faktorwerte 

Hier können konkrete Faktorwerte berechnet werden. Sie werden gebraucht, um 

Faktoren als Variablen in weiteren Untersuchungen verwenden zu können. Die am 

weitesten verbreitete Faktorenanalyse ist die Hauptkomponentenanalyse (HKA, 

engl.: principal component analysis, PCA). Bei der HKA-Analyse werden 

sukzessive die Achsen ermittelt, welche die Varianzen im Datensatz maximal 

beschreiben. Sie wurde als erstes von GOODALL (1954) für ökologische 

Fragestellungen eingesetzt. Bei diesem Verfahren werden lineare Kombinationen 

der Variablen gebildet. Als erste Hauptkomponente (Faktor) wird diejenige 

ausgewiesen, die den größten Teil der Gesamtstreuung aller Variablen im 

statistischen Sinne erklärt. Die zweite Hauptkomponente ist entsprechend 

diejenige, die den zweitgrößten Teil erklärt (usw.). Um zu möglichst stabilen, vom 

Zufall weitgehend unbeeinflussten Faktorenstrukturen zu gelangen, sollte die 

untersuchte Stichprobe möglichst groß und repräsentativ sein. Des Weiteren ist 

darauf zu achten, dass die Anzahl der Untersuchungseinheiten größer ist als die 

Anzahl der faktorisierenden Merkmale (BORTZ 1993). Ziel der 

Hauptkomponentenanalyse ist also die Identifizierung von wichtigen Trends 

innerhalb der erhobenen Daten. Der Vorteil der Hauptkomponentenanalyse liegt in 

der besseren graphischen Darstellung großer Individuenzahlen, wohingegen 

individuelle genetische Unterschiede in einer Clusteranalyse deutlicher werden. 

5.8.3 Varianzanalyse 

Nähere Informationen über die Populationsstruktur bzw. über den Grad der 

genetischen Variabilität innerhalb und zwischen Populationen werden über eine 

AMOVA ("Analysis of molecular variance", EXCOFFIER et al. 1992) ermittelt. 

Dazu wurde das Softwareprogramm ARLEQUIN Vers. 2.000 (SCHNEIDER et al. 

2000) verwendet. Als Datenbasis dient die quadrierte euklidische Distanz D. Die 

Varianz ist die Summe der Abweichungsquadrate (SQ = sum of squares) aller 

Messwerte einer Verteilung von ihrem Mittelwert, dividiert durch den Freiheitsgrad 

(n - 1): 
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Die Varianz beschreibt eine Methode zum Prüfen der Nullhypothese mehrerer 

gleicher Gruppenmittelwerte in der Grundgesamtheit (Gesamtstichprobe). Je 

größer die Streuung zwischen den Gruppenmittelwerten bzw. je kleiner die 

Streuung innerhalb der Gruppen ist, desto größer ist die Vermutung, dass es 

einen Unterschied der Gruppenmittelwerte in der Grundgesamtheit gibt. Dabei 

wird die für die Gruppenmittelwerte geschätzte Stichprobenvarianz mit derjenigen 

innerhalb der Gruppen verglichen. 

5.8.4 Diskriminanzanalyse 

Ausgehend von der Herkunft der Individuen besteht grundsätzlich die Möglichkeit, 

jedes Individuum einer geographischen Gruppe zuzuordnen. Diese Gruppierung 

kann anschließend mit einer Diskriminanzanalyse der genetischen Marker geprüft 

werden. Die Diskriminanzanalyse ist ein multivariates Verfahren zur Analyse von 

Gruppen- bzw. Klassenunterschieden. Mit dieser Methode ist es möglich, zwei 

oder mehrere Gruppen unter Berücksichtigung von mehreren Variablen zu 

untersuchen und zu ermitteln, wie sich diese Gruppen unterscheiden. Im 

Unterschied zur Clusteranalyse ist die Diskriminanzanalyse kein exploratives, 

sondern ein konfirmatorisches Verfahren. Durch die Diskriminanzanalyse werden 

keine Gruppen gebildet, sondern man geht von einer vorhandenen Gruppierung 

aus und überprüft die Qualität dieser Gruppierung. Durch die Diskriminanzanalyse 

lässt sich analysieren, 

• ob die vorliegende, möglicherweise durch Clusteranalyse ermittelte Gruppierung 

optimal ist, oder ob sie verbessert werden kann; 

• welche Variablen für die Gruppenbildung besonders geeignet sind, bzw. auf 

welche Variablen sich die Gruppenunterschiede hauptsächlich zurückführen 

lassen; 

• in welche Gruppe ein neues Objekt aufgrund seiner Merkmalsausprägungen 

einsortiert werden kann. 
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Der in der Praxis am häufigsten auftretende Fall ist der Mehr-Gruppen-Fall. Bei 

diesem Fall reicht eine Diskriminanzfunktion nicht mehr aus, um die Gruppen 

zufrieden stellend zu trennen. Nach der Ermittlung der ersten Diskriminanzachse 

sind in der Regel die Überlappungsbereiche so groß, dass weitere Achsen 

bestimmt werden können, bei G Gruppen maximal G - 1 Diskriminanzachsen. Da 

die Anzahl der Diskriminanzfunktionen nicht höher sein sollte als die Anzahl der 

Merkmalsvariablen I, ist die maximale Anzahl der Diskriminanzfunktionen auf K = 

Min (G – 1, I) festgelegt. Im Normalfall reichen jedoch zwei Diskriminanzfunktionen 

aus. Zur Beurteilung der Bedeutung der einzelnen Diskriminanzfunktion für das 

Trennverfahren wird der Eigenwertanteil jedes Eigenwertes EAk, der erklärte 

Varianzanteil verwendet: 

 
 

Er gibt die durch die k-te Diskriminanzfunktion erklärte Streuung als Anteil der 

Gesamtstreuung an. Zur Klassifizierung von Objekten beim Mehr-Gruppen-Fall 

gibt es mehrere Konzepte, unter anderem das Distanzkonzept und das 

Wahrscheinlichkeitskonzept. Beim Distanzkonzept wird ein Element derjenigen 

Gruppe zugeordnet, zu deren Gruppenmittelpunkt (Centroid) es den geringsten 

Abstand hat. Das Wahrscheinlichkeitskonzept ist eine Weiterentwicklung des 

Distanzkonzepts. Dabei wird ein Element mit dem Diskriminanzwert yj derjenigen 

Gruppe g zugeordnet, bei der die Wahrscheinlichkeit p (g/yj) maximal ist. Die 

Klassifizierungswahrscheinlichkeit wird nach dem Bayes-Theorem bestimmt. Die 

Bewertung der Klassifizierung erfolgt durch eine Klassifikationsmatrix ("confusion 

matrix"): Tabellarisch wird für jede Gruppe die durch die Diskriminanzanalyse 

ermittelte (fehlerhafte) Zuordnung ihrer Elemente zu anderen Gruppen dargestellt 

und der Anteil der fehlklassifizierten Objekte prozentual ausgewiesen. Dieses 

Resultat wird dann mit der Trefferquote einer zufälligen Zuordnung verglichen. Ein 

effizienteres Verfahren besteht darin, die Stichprobe in eine Mehrzahl von k 

Unterstichproben aufzuteilen, von denen man k – 1 Unterstichproben für die 

Schätzung einer Diskriminanzfunktion verwendet, mit welcher sodann die 

Elemente der k-ten Unterstichprobe klassifiziert werden. Dies lässt sich für jede 
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Kombination von k – 1 Unterstichproben wiederholen (Jackknife-Methode; EFRON 

1982, SHAO & TU 1995). 

5.8.5  „Resampling“-Verfahren: Jackknife 

Bei der Bestimmung einer Statistik geht man in den meisten Fällen von einer 

Stichprobe aus, die repräsentativ für eine gesamte Population sein sollte. Man ist 

deshalb daran interessiert zu wissen, wie variabel die Schätzung eines 

Parameters ist. In bestimmten Fällen gibt es Formeln (z.B. Mittelwert und 

Standardabweichung einer Normalverteilung), die es erlauben, die Variabilität zu 

berechnen. Wenn aber keine Formeln existieren und es zu kostspielig und/oder 

unmöglich ist, mehrere Stichproben aus einer Population zu entnehmen, dann hat 

man die Möglichkeit, mit sog. "Resampling"- Verfahren (WU 1986) die Streuung 

eines Parameters zu schätzen. Über die vorgestellten Clustermethoden erhält 

man ein oder mehrere Dendrogramme, ohne jedoch zu wissen, wie sehr den 

Daten, die in diesen Dendrogrammen stecken, vertraut werden kann. Um dieses 

Problem zu lösen, werden zwei Algorithmen genutzt: Bootstrap (EFRON 1979, 

FELSENSTEIN 1995) und Jackknife (EFRON 1982). Bei beiden Verfahren wird 

die Datenmatrix, die dem Dendrogramm zugrunde liegt, zufällig modifiziert. 

Ausgehend von diesen modifizierten Matrizen werden neue Dendrogramme 

(normalerweise 100 bis 2000 Stück erstellt). Finden sich die Grundzüge des 

ursprünglich erstellten Baumes besonders häufig in den neu berechneten 

Bäumen, so wird die Genauigkeit und Aussagekraft von diesem unterstützt. Aus 

den vorhandenen Daten einer Matrix werden unabhängige Stichproben gewonnen 

(Pseudomatrizen), indem aus dem ursprünglichen Datensatz zufällig Positionen 

(Matrixspalten wie beispielsweise Sequenzpositionen oder andere genetische 

Marker wie z.B. RAPD Loci) gezogen und zurückgelegt werden. Das heißt, eine 

zufällige Position der Datenmatrix wird kopiert und nimmt die Position Eins der 

ersten Pseudomatrix ein. Eine weitere zufällige Position wird kopiert (es kann 

theoretisch dieselbe Position sein) und bildet Position Zwei dieser Pseudomatrix. 

Dies wird solange wiederholt, bis die Pseudomatrix die gleiche Größe wie die 

Originalmatrix aufweist. Durch dieses Verfahren können manche Positionen 

mehrmals in der Pseudostichprobe vorhanden sein, andere gar nicht. Folglich 

erhält die neugewonnene Stichprobe nur Positionen wie im Originaldatensatz, 
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aber mit veränderter Frequenz. Auf Grundlage dieser Pseudostichprobe wird über 

die gleiche Clustermethode ein phylogenetischer Baum (Bootstrap-Baum) 

konstruiert. Dieser Prozess der Generierung von Pseudostichproben wird 

normalerweise 100 – 2000 .mal wiederholt und man erhält so diese Anzahl von 

Bootstrap-Bäumen. Die Häufigkeit des ursprünglich erstellten Baumes 

(Übereinstimmung in %) kann nun gemessen werden, um dessen Relevanz 

angeben zu können. Das Bootstrap-Verfahren ist bei einem sehr umfangreichen 

Datensatz kaum durchführbar, da hierfür herkömmliche Computer- 

Rechenleistungen nicht ausreichen. Für diesen Fall eignet sich das Jackknife-

Verfahren (auch Eliminierungsmethode genannt). Auch hierbei werden Matrizen 

durch die zufällige Auswahl von Merkmalen, d.h. Positionen aus der Originalmatrix 

aufgebaut, wobei die entstehende Pseudomatrix allerdings nur aus einem 

gewissen Prozentsatz der Merkmale besteht. In der Regel wird die Matrixgröße 

um 50% reduziert, d.h. bei jedem der 100 – 2000 Durchgänge wird immer nur die 

Hälfte der Merkmale berücksichtigt. Der weitere Vorgang ist mit dem des 

Bootstrapping identisch. 
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6 Ergebnisse 

6.1 Optimierung der Methoden 

Zur besseren Vergleichbarkeit wurden alle Proben gleich behandelt. Die 

Probenaufbereitung, die PCR und die Auswertung wurden standardisiert 

durchgeführt.  

6.1.1 DNA-Isolierung und Reinheitsgrad 

Williams et al. (1990) konnte nachweisen, dass es von großer Bedeutung ist, den 

Schritt der Isolierung zu optimieren und zu standardisieren. Nach Angaben von 

Bielawski et al. (1995) beeinflusst die DNA-Isolierungsmethode die Qualität der 

DNA, die wiederum die Grundvoraussetzung für den Erhalt reproduzierbarer 

Amplifikationsmuster darstellt.  

Die Anwendung der Salz-Chloroform-Methode mit Proteinase K (s. Kap. 5.5.1) 

brachte von Anfang an Ergebnisse mit DNA ausreichender bis guter Qualität. Die 

DNA- Mengen waren je Probe unterschiedlich, wie die Reinheitsgrade auch. Bei 

einer durchschnittlichen Einwaage von 80 mg lag der DNA-Gehalt zwischen 0,72 

µg und 1,74 µg. Die Reinheit (260nm/280nm Ratio) schwankte zwischen 1,41 und 

1,92. Der durchschnittliche Wert lag bei 1,75. Der angestrebte optimale Wert 

betrug 1,85. Auch bei Werten unter 1,85, was auf Verunreinigung mit Proteinen 

oder Chloroform hindeutet, konnte im Probegel eine gute Qualität der DNA 

bestätigt werden. Proben mit schlechter Qualität wurden verworfen.  

Mit längerer Lagerungsdauer in 80 %.igem unvergälltem Alkohol fiel keine 

Verschlechterung der DNA-Qualität auf. So brachten Proben nach mehr als vier 

Jahren Lagerungsdauer gute, reproduzierbare Ergebnisse. 

Insgesamt stellte sich die der Mikro-Salz-Chloroform Isolierungsmethode als gut 

geeignet heraus.  

6.1.2 Optimierung der PCR 

Die Qualität der Amplifikationsmuster ist von zahlreichen Bedingungen abhängig. 

Die geringste Änderung in den Amplifikationsbedingungen beeinflusst wegen der 
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Sensitivität der Methode die Reproduzierbarkeit der Amplifikationsergebnisse 

(WILLIAMS et al. 1990, HARDYS et al. 1992). Um eine Vergleichbarkeit und 

Reproduzierbarkeit der Ergebnisse zu erreichen, ist eine Standardisierung 

notwendig.  

Der Thermocycler wurde je nach Primer mit 30 oder 35 Zyklen programmiert. Bei 

dieser Zyklenzahl wurden die Amplifikationsmuster am deutlichsten getrennt. 

WILLIAMS et al. (1993) geben 35 Zyklen als ausreichend an.  

Nach folgenden Mustern wurde der Thermocycler programmiert: 

Tabelle 11 Temperatur- und Zeitprogrammierung des Thermocyclers für die 

Mikrosatelliten-Primer C9, B3, B4 

Schritte Temp. in °C Zeit in 

Sekunden  

Zweck 

1. Teil 94°C 90 s vollständige Denaturierung der Template-DNA 

2. Teil  

30 Zyklen 

 

94°C 

57°C 

72°C 

30 s  

45 s 

30 s 

Denaturierung 

(Hybridisierung) Annealing 

Synthese 

Abschluss 72°C 7 min abschließende Synthese 

Kühlung 4°C ∞  

 

Abweichend von obigem Muster wurden für die Mikrosatelliten-Primer Lv 3-19, A7, 

C24, Lv 4-alpha, B7 der 2. Teil der Temperatur- und Zeitprogrammierung des 

Thermocyclers folgendermaßen variiert:  

Lv 3-19 Annealing- Temp: 55°C 

A7, C24 Annealing- Temp: 60°C 35 Zyklen 

Lv 4-alpha Annealing- Temp: 61°C 

B7 Annealing- Temp: 60°C 

 

In der vorliegenden Arbeit wurden 100 ng Template-DNA je Probe für die PCR 

eingesetzt. 

Jedes Reaktionsgemisch wurde aus 2,5 µl 10x Reaktionspuffer, 0.5 µl 10 mM 

dNTPs, 1.0 µl 10 µM Primer, 3 µl Template-DNA (100 ng), 0.25 µl PrimeZyme™ 
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DNA-Polymerase (2 U/µl) zusammengesetzt und mit H2Obidest. auf 26 µl aufgefüllt. 

Das Ansetzen des Reaktionsgemisches erfolgt in einer Eiswasserlösung bei 0°C. 

Alle Reagenzien, wie auch die Proben, wurden auf einem Vortex Genie 2 kräftig 

durchmischt, bevor sie pipettiert wurden. Nach kurzem Durchmischen (durch 

anschnippen mit dem Finger) wurden die Gefäße in den Thermocycler eingesetzt 

und sofort das Cyclerprogramm gestartet.  

6.2 Primertest 

Für die vorliegende Arbeit wurden insgesamt zehn verschiedene Mikrosatelliten-

Primer getestet, wobei acht davon ausgewertet wurden (Tabelle 14), zwei 

Mikrosatelliten-Primer brachten keine auswertbaren Ergebnisse (Tabelle 15). 

Entwickelt wurden die Primer von ESTOUP et al. (1999), sowie NEMBRINI & 

OPPLIGER (2003).  

ESTOUP et al. (1999), entwickelten sieben Mikrosatelliten-Primer für Lacerta 

vivipara und testeten diese auf Anwendbarkeit bei Podarcis muralis. Vier der 

sieben Primer erwiesen sich als polymorph für Podarcis muralis. Die beiden 

Primer Lv 4-72 sowie Lv 4-X erbrachten in der hier vorliegenden Untersuchung 

keine eindeutig auswertbaren Ergebnisse. Ein Einbezug der beiden Primer wurde 

für die vorliegende Arbeit verworfen. Die beiden Primer Lv 4-alpha sowie Lv 3-19 

erwiesen sich als polymorph mit gut reproduzierbaren Ergebnissen. In Tabelle 12 

sind die Ergebnisse von ESTOUP et al. (1999) für die beiden ausgewerteten 

Primer dargestellt.  

Tabelle 12 Ergebnisse der Mikrosatelliten-Primer Lv 4-alpha und Lv 3-19 für 
Podarcis muralis (ESTOUP et al. 1999) 

Locus A N HO HE Pexl Größe (bp) 

Lv 4-alpha 14 16 0,91 0,94 0,809 130-158 

Lv 3-19 8 16 0,83 0,86 0,674 149-161 

A, Allele pro Locus; N, Zahl der untersuchten Tiere; HO, observed heterozygoty; HE, 
corrcted heterozygoty (NEI 1987); Pexl, single locus probability of exclusion, GenBank 
Accession nos AF100291, AF100289 
 

Die untersuchten Tiere wurden am Mont Lozère in den Cevennen, ca. 70 km 

entfernt vom Standort der Population 3 (Ardèche), gefangen. Da hier flächenhaft 
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Mauereidechsen vorkommen sind die Ergebnisse von ESTOUP et al. (1999) und 

der vorliegenden Untersuchung auf Grund der geographischen Lage, der Nähe 

zueinander und dem Fehlen von Ausbreitungsbarrieren vergleichbar.  

NEMBRINI & OPPLIGER (2003) ließen neun Mikrosatelliten-Primer von dem 

Unternehmen Genetic Identification Services, Inc. Chatsworth, CA entwickeln. 

Dazu wurde die Leber einer Mauereidechse aus Echandens, Schweiz, verwendet. 

In Tabelle 13 ist ein Teil der Ergebnisse der Untersuchungen von NEMBRINI & 

OPPLIGER (2003) dargestellt. 

Tabelle 13 Ergebnisse der Mikrosatelliten-Primer B3, B4, B7, C9, C24, A7 
(NEMBRINI & OPPLIGER 2003). 

Locus A N HO HE Größe (bp) 

B3 12 16 0,75 0,89 177 

B4 6 15 0,53 0,50 139 

B7 4 5 0,80 0,80 129 

C9 4 14 0,50 0,60 130 

C24 4 13 0,61 0,69 205 

A7 7 14 0,714 0,77 182 

A, Allele pro Locus; N, Zahl der untersuchten Tiere; HO, observed heterozygoty; HE, 
expected heterozygoty; GenBank Accession nos AF147825, AF147826, AF147823, 
AF147822, AF147827, AF147824 
 

In den beiden obigen Tabellen sind nur die Ergebnisse der Primer dargestellt, die 

in die vorliegende Arbeit einflossen. Alle Primer (Lv 4-alpha, Lv 3-19, B3, B4, B7, 

C9, C24 und A7) brachten gut reproduzierbare Ergebnisse.  
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Tabelle 14 Getestete und ausgewertete Mikrosatelliten-Primer 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

T  
(°C) 

Repeat Motif Größe der 
klonierten 
Allele 
(bp) 

C9 F: HEX-CAT TGC TGG TTC TGG AGA AAG 

R: CCT GAT GAA GGG AAG TGG TG 

57 (CAA)7CCA 

(CAA)3

130 

B7 F: FAM-GGG GAA AGC TAC TGG CTA CAC 

R: AGT CCA GGT GAA TTT GCA GAG 

60 (AG)19 129 

A7 F: FAM-TGC TTA TGG GTG ATG ACT GG 

R: AGA ATT GCA GAG GTG GAA GG 

61 (GT)18 182 

B3 F: HEX-CTG TCC TCT CAC AGT TCA CTC C 

R: AAA GAG CTA AGA AGC GAA GAC C 

57 (GAA)3(GA)14 

(TAGA)3(GA)14

177 

B4 F: HEX-AAT CTG CAA TTC TGG GAT GC 

R: AGA AGC AGG GGA TGC TAC AG 

57 (AG)16 139 

C24 F: FAM-AGA GTG GCT GGG GGA AAC 

R: GTA AGT AAA CGG GCG GCT TG 

60 (TAAA)3  

(CAA)10(AAT)3

205 

Lv-4-
alpha 

F: FAM-CTG CAG GGA ACA GAA TTA ACC 

R: CTG CCC AGA AAG CAT TTC C 

60 (AC)14A(GA)11(CAGAGA)9

CAGAT(AG)3

130- 158 

Lv-3-19 F: HEX-CTG TTG CTA TTT TGT ATG CTT AC 

R: CCT GTG ACT GTC CTC AGA GG 

55 (AC)22 149- 169 

 

Tabelle 15 Getestete Mikrosatelliten-Primer die nicht ausgewertet wurden 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der 
klonierten 
Allele (bp) 

Lv-4-72 F: CCC TAC TTG AGT TGC CGT C 

R: CTT TGC AGG TAA CAG AGT AG 

53 (AC)18 103- 130 

Lv-4-X F: CTG AAA CAT GGA TTA GAG GC 

R: GCA CTC CTT GCG TGG C 

54 (GT)22 117- 139 

 

In Tabelle 15 sind 2 Mikrosatelliten-Primer dargestellt, die trotz mehrfachem 

Testen keine reproduzierbaren Ergebnisse brachten.  
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6.3 Auswertung der Primer 

6.3.1 Mikrosatelliten-Primer B3 

Am Microsatelliten-Locus B3 konnten für alle untersuchten Mauereidechsen 

insgesamt 38 Marker ermittelt werden. In Tabelle 16 sind die Anzahl der 

unterschiedlichen Marker, die Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population, 

die Allelfrequenzen und die Ho-Werte (observed Heterozygotie) dargestellt. 

Innerhalb Population 1 (Abruzzen) wurden 21 verschiedene, insgesamt 28 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 1,0 (über alle 

38 Allele des Primers). Alle Tiere der Population sind heterozygot. Innerhalb 

Population 2 (Pula) wurden 12 verschiedene, insgesamt 18 ermittelt, was einer Ho  

von 0,64 entspricht. Am Standort 3 (Ardèche) wurden 19 verschiedene, 

insgesamt 34 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,89. Innerhalb 

von Population 4 (Bitche) wurden 8 verschiedene, insgesamt 28 Marker 

detektiert. Hier wurde ein Ho-Wert von 0,29 berechnet. Am Standort 5 (Trier) 
wurden 8 verschiedene Allele, insgesamt 21 Marker detektiert, was einem Ho-Wert 

von 0,62 entspricht. Innerhalb von Population 6 (Urft) wurden 5 verschiedene 

Allele, insgesamt 21 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,75 

und innerhalb der Population 7 (Anhée) wurden 3 verschiedene Allele, insgesamt 

31 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,48 entspricht. In Abbildung 24, 

sowie Karte 5 ist die Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch 

dargestellt. 

Es wurden Mikrosaelliten-Längen von 139 bis 183 Basenpaaren (bp) detektiert. 

Von NEMBRINI & OPPLIGER. (2003) wurde die Größe des geklonten Allels mit 

177 Basenpaaren und eine Ho von 0,75 angegeben. Sie ermittelten 12 

verschiedene Allele bei 16 untersuchten Tieren. 
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Tabelle 16 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer B3 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Mit 38 verschiedenen Allelen ist die hier ermittelte Zahl mehr als dreifach höher als 

bei NEMBRINI & OPPLIGER angegeben. Ausschlaggebend für die große 
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Abweichung sind die Populationen Abruzzen und Ardèche, die mit 21 bzw. 19 

ermittelten verschiedenen Allelen eine große Bandbreite an Allellängen aufweisen. 

Die anderen Populationen liegen mit 3 bis 12 ermittelten Allelen innerhalb des von 

NEMBRINI & OPPLIGER angegebenen Bereiches. Den höchsten HO-Wert ereicht 

die Population Abruzzen mit 1,00. Über alle Populationen hinweg wurde ein Ho-

Wert von 0,66 ermittelt. 
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Abb. 24: Allelfrequenzen Locus B3 

 

In Tabelle 16 und Abbildung 24 entspricht Marker 33 dem von NEMBRINI & 

OPPLIGER geklonten Marker mit einer Allellänge von 177 bp (Tabelle 17). Über 

alle ausgewerteten Loci erbringt Locus B3 die meisten Allele. Auffällig ist, dass am 

Standort „Trier“ die „kleineren“ Allele (3-20) vorkommen, wo hingegen am Standort 

„Pula“ die Allele mit der größeren Anzahl an Wiederholungen (Repeats) (18-33) 

vorkommen. Tiere der Standorte „Abruzzen“ und „Ardèche“ zeigen Allele über fast 

die gesamte Bandbreite der detektierten Marker. Innerhalb des Standorts „Bitche“ 

kommen hauptsächlich die Marker 1-8, sowie die 2 Marker 26 und 27 vor. Wie in 

Tabelle 16 ersichtlich wurden Allele mit nur einem Basenpaar Unterschied 

detektiert.  



87 

 

 

Karte 5: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus B3) 

In Karte 5 ist die Verteilung der Allelfrequenzen an jedem Standort mit 

Kreisdiagrammen dargestellt. In Abb. 25 ist die Markerzahl an jedem Standort 

dargestellt. 
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Abb. 25: Markerzahl Locus B3 



88 

 

Tabelle 17 Charakterisierung Locus B3 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der klonierten 
Allele (bp) 

B3 F: HEX-CTG TCC TCT CAC AGT TCA CTC C 

R: AAA GAG CTA AGA AGC GAA GAC C 

57 (GAA)3(GA)14 

(TAGA)3(GA)14

177 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

6.3.2 Mikrosatelliten-Primer B4 

Am Microsatelliten-Primer B4 konnten insgesamt 13 Marker detektiert werden. In 

Tabelle 18 sind die Anzahl der unterschiedlichen Marker, die Allelfrequenzen, die 

Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population und die Ho-Werte (observed 

Heterozygotie) dargestellt. 

Tabelle 18 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer B4 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Innerhalb der Population Abruzzen wurden 8 verschiedene Allele, insgesamt 16 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem HO-Wert von 0,14 (über 

alle 13 Allele des Primers). Innerhalb des Standortes Pula wurden 4 verschiedene 

Allele, insgesamt 14 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,27. 

Innerhalb der Population Ardèche wurden 9 verschiedene Allele, insgesamt 26 
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Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,44. Innerhalb von 

Population Bitche wurden 5 verschiedene Allele, insgesamt 31 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,50 entspricht. Innerhalb von Population Trier wurden 3 

verschiedene Allele, insgesamt 17 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,31 

entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 

14 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,16 und innerhalb der 

Population Anhée wurden 2 verschiedene Allele, insgesamt 23 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,10 entspricht. In Abb. 26, sowie Karte 6 ist die 

Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch dargestellt. 
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Abb. 26: Allelfrequenzen Locus B4 

 

Es wurden Allellängen von 119 bis 147 Basenpaaren (bp) detektiert. Von 

NEMBRINI & OPPLIGER. (2003) wurde die Größe des geklonten Allels mit 139 bp 

(Tabelle 19) und eine Ho von 0,53 angegeben. NEMBRINI & OPPLIGER (2003) 

ermittelten 6 verschiedene Allele bei 15 untersuchten Tieren. 

Mit 13 detektierten Allelen ist die Anzahl in der vorliegenden Arbeit mehr als 

doppelt so groß als von NEMBRINI & OPPLIGER ermittelt. Auch bei diesem 

Locus sind die Populationen Abruzzen und Ardèche verantwortlich für das starke 

Abweichen der ermittelten Werte von den angegebenen Werten. So kommen die 
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„kleinen“ Allellängen 119, 121 und 123 bp nur innerhalb der „Abruzzen“ vor, 

während die „hohen“ Allellängen 139, 141, 145 und 147 bp nur bei Tieren der 

Ardèche auftreten. Den höchsten Ho-Wert ereichte die Population Bitche mit 0,50. 

Der Ho-Wert von 0,53 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) wurde in der vorliegenden 

Arbeit bei keiner Population ermittelt. Über alle Populationen hinweg wurde ein 

HO-Wert von 0,28 ermittelt. 

 

 

Karte 6: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus B4) 

 
In Tabelle 18 und Abbildung 26 entspricht Allel 10 dem von NEMBRINI & 

OPPLIGER clonierten Allel mit 139 bp. Die Standorte „Abruzzen“ und „Ardèche“ 

besitzen mit den Allelen 1,2,3 (119 bp, 121 bp, 123 bp) bzw. 9,10,11,12,13 (135 

bp, 139 bp, 141 bp, 145 bp, 147 bp) nur an diesen Standorten vorkommende 

Marker.  

In Abb. 27 ist die Markerzahl über jedem einzelnen Standort dargestellt. 
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Abb. 27: Markerzahl Locus B4 

Tabelle 19 Charakterisierung Locus B4 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der klonierten 
Allele (bp) 

B4 F: HEX-AAT CTG CAA TTC TGG GAT GC 

R: AGA AGC AGG GGA TGC TAC AG 

57 (AG)16 139 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

6.3.3 Mikrosatelliten-Primer B7 

Am Microsatelliten-Primer B7 konnten für alle Mauereidechsen insgesamt 20 

Marker detektiert werden. In Tabelle 20 sind die Anzahl der unterschiedlichen 

Marker, die Allelfrequenzen, die Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population 

und die Ho-Werte (observed Heterozygotie) dargestellt. 
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Tabelle 20 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer B7 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Innerhalb des Standortes Abruzzen wurden 11 verschiedene Allele, insgesamt 21 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,50 (über 

alle 20 Allele des Primers). Innerhalb der Population Pula wurden 9 verschiedene 

Allele, insgesamt 19 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,82. 

Innerhalb der Population Ardèche wurden 9 verschiedene Allele, insgesamt 34 

Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,72. Innerhalb von 

Population Bitche wurden 6 verschiedene Allele, insgesamt 34 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,62 entspricht. Innerhalb von Population Trier wurden 9 

verschiedene Allele, insgesamt 19 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,46 

entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 8 verschiedene Allele, insgesamt 

17 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,42 und innerhalb der 

Population Anhée wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 34 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,71 entspricht. In Abbildung 28, sowie Karte 7 ist die 

Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch dargestellt. 
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Abb. 28: Allelfrequenzen Locus B7 

 

Es wurden Allellängen von 99 bis 165 Basenpaaren (bp) detektiert. Von 

NEMBRINI & OPPLIGER. (2003) wurde die Größe des geklonten Alleles mit 129 

Basenpaaren (Tabelle 21) und eine Ho von 0,80 angegeben. Es wurden von ihnen 

4 verschiedene Allele bei 5 Tieren ermittelt. 

Mit in der vorliegenden Arbeit ermittelten 20 Allelen ist der Wert fünfmal so groß 

als von NEMBRINI & OPPLIGER angegeben. Lediglich die Population Anhée 

verfügt über nur 4 verschiedene Allele. Den höchsten Ho-Wert ereichte die 

Population Pula mit 0,82. 

Über alle Populationen hinweg wurde ein Ho-Wert von 0,61 ermittelt. 

Allel 13 entspricht dem von NEMBRINI & OPPLIGER geklonten Allel mit 129 bp. 

Das am häufigsten detektierte Allel (Marker 6) hat eine Länge von 115 bp. In Abb. 

29 ist die Markerzahl an den einzelnen Standort dargestellt. 
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Abb. 29: Markerzahl Locus B7 

 

 

Karte 7: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus B7) 



95 

 

Tabelle 21 Charakterisierung Locus B7 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der klonierten 
Allele (bp) 

B7 F: FAM-GGG GAA AGC TAC TGG CTA CAC 

R: AGT CCA GGT GAA TTT GCA GAG 

60 (AG)19 129 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

6.3.4 Mikrosatelliten-Primer C9 

Am Microsatelliten-Primer C9 konnten insgesamt 19 verschiedene Marker 

detektiert werden. In Tabelle 22 sind die Anzahl der unterschiedlichen Marker, die 

Allelfrequenzen, die Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population und die Ho-

Werte (observed Heterozygotie) für den Locus C9 dargestellt. 

Tabelle 22 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer C9 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Innerhalb der Population Abruzzen wurden 10 verschiedene Allele, insgesamt 22 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,57 (über 
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alle 27 Allele des Primers). Innerhalb von Population Pula wurden 6 verschiedene 

Allele, insgesamt 16 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,45 entspricht. 

Innerhalb des Standortes Ardèche wurden 8 verschiedene Allele, insgesamt 29 

Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,61. Innerhalb von 

Population Bitche wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 32 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,60 entspricht. Innerhalb der Population Trier wurden 4 

verschiedene Allele, insgesamt 22 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,69 

entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 

19 Marker detektiert. Dies entspricht einem HO-Wert von 0,58 und innerhalb de 

Standortes Anhée wurden 2 verschiedene Allele, insgesamt 25 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,10 entspricht. Der geringe Heterozygotie-Grad der 

Population Anhée wird dadurch verursacht, dass nur zwei der einundzwanzig 

Tiere heterozygote Allele besitzen. In Karte 8, sowie Abb. 30 ist die Verteilung der 

Allele über die einzelnen Standorte grafisch dargestellt. 
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Abb. 30: Allelfrequenzen Locus C9 

Es wurden Allellängen von 130 bis 181 Basenpaaren (bp) detektiert. Von 

NEMBRINI & OPPLIGER. (2003) wurde die Größe des geklonten Alleles mit 130 

Basenpaaren und eine Ho von 0,50 angegeben. Es wurden von ihnen 4 

verschiedene Allele bei 14 Tieren detektiert. 
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Mit 19 ermittelten verschiedenen Allelen weicht der Wert in der vorliegenden 

Arbeit erheblich von dem von NEMBRINI & OPPLIGER angegebenen Wert ab. 

Den höchsten Ho-Wert ereicht die Population Trier mit 0,69. Über alle 

Populationen hinweg wurde ein Ho-Wert von 0,50 ermittelt. 

In Tabelle 22 und Abbildung 30 entspricht Marker 1 dem geklonten Allel mit 130 

bp. Marker 1 wird in der vorliegenden Arbeit bei Tieren aus den Abruzzen, Pula, 

Ardèche und Urft detektiert. Die größte Streuung der Allele ist bei den Standorten 

Abruzzen, Pula und Ardèche zu beobachten, die anderen Standorte „streuen“ 

geringer. Bei Tieren aus Belgien konnten nur zwei Allele detektiert werden. Wie in 

Tabelle 22 ersichtlich wurden Allele mit nur einem Basenpaar Unterschied 

detektiert (145 bp und 155 bp). Tiere bei denen das Allel 154 bp detektiert, 

kommen nur in den südlichen Populationen Abruzzen, Pula und Ardèche vor, 155 

bp kommt nur in den nördlichen Populationen Bitche, Trier, Urft und Belgien vor.  

In Abb. 31 ist die Markerzahl an jedem Standort dargestellt- 
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Abb. 31: Markerzahl Locus C9 
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Karte 8: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus C9) 

 

 

Abb. 32: Homozygoter Mikrosatellit, Multiplex PCR, Locus C9 (grün) und Locus 
C24 (blau), C9 bei 155 bp, Probe Bitche 34 
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Abb. 33: Heterozygoter Mikrosatellit, Locus C9, Probe Pula 11 (154 bp, 166 bp) 

 

Tabelle 23 Charakterisierung Locus C9 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der klonierten 
Allele (bp) 

C9 F: HEX-CAT TGC TGG TTC TGG AGA AAG 

R: CCT GAT GAA GGG AAG TGG TG 

57 (CAA)7CCA 

(CAA)3

130 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

6.3.5 Microsatelliten-Primer C24 

Am Microsatelliten-Primer C24 konnten insgesamt 14 Marker detektiert werden. In 

Tabelle 24 sind die Anzahl der unterschiedlichen Marker, die Allelfrequenzen, die 

Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population, sowie die Ho-Werte (observed 

Heterozygotie) dargestellt. 
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Tabelle 24 Ergebnisse Mikrosatelliten-Primer C24 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Innerhalb der Population Abruzzen wurden 9 verschiedene Allele, insgesamt 19 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,36 (über 

alle 14 Allele des Primers). Innerhalb von Population Pula wurden 5 verschiedene 

Allele, insgesamt 14 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,27. 

Innerhalb der Population Ardèche wurden 5 verschiedene Allele, insgesamt 29 

Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,61. Innerhalb von 

Population Bitche wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 29 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,10 entspricht. Innerhalb von Population Trier wurden 3 

verschiedene Allele, insgesamt 20 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,54 

entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 

19 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,58 und innerhalb der 

Population Anhée wurden 6 verschiedene Allele, insgesamt 35 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,67 entspricht. In Abbildung 34 sowie Karte 9 ist die 

Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch dargestellt. 
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Abb. 34: Allelfrequenzen Locus C24 

Es wurden Allellängen von 171 bis 298 Basenpaaren (bp) detektiert. Von 

NEMBRINI & OPPLIGER. (2003) wurde die Größe des geklonten Allels mit 205 

Basenpaaren, 4 verschiedene Allele bei 13 Tieren und eine Ho von 0,61 

angegeben.  

 

 

Karte 9: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus C24) 
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Mit 14 verschiedenen Allelen wurden mehr als dreimal so viele Allele detektiert als 

von NEMBRINI & OPPLIGER angegeben. Über alle Populationen hinweg wurde 

ein Ho-Wert von 0,51 ermittelt. 

In Tabelle 24 und Abbildung 34 entspricht Marker 10 dem von NEMBRINI & 

OPPLIGER geklonten Allel mit 204 bp. Dieses Allel wurde in der vorliegenden 

Untersuchung am Häufigsten detektiert. Auffällig ist, dass zwischen Marker 13 

(210 bp) und 14 (298 bp) 88 Basenpaare Längendifferenz liegen. Die restlichen 

Allellängen liegen zwischen 190 bp und 210 bp. Allel 14 (298 bp) wurde nur bei 

Tieren aus den Abruzzen detektiert.  

In Abb. 35 ist die Markerzahl an jedem Standort aufgetragen. 
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Abb. 35: Markerzahl Locus C24 
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Tabelle 25 Charakterisierung Locus C24 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der 
klonierten Allele 
(bp) 

C24 F: FAM-AGA GTG GCT GGG GGA AAC 

R: GTA AGT AAA CGG GCG GCT TG 

60 (TAAA)3  

(CAA)10(AAT)3

205 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

6.3.6 Mikrosatelliten-Primer A7 

Bei Locus A7 stellte sich eine starke Abweichung der amplifizierten Marker von 

denen durch NEMBRINI & OPPLIGER (2003) angegebenen Werten heraus. 

Neben der erwarteten Marker bei 182 bp Länge (Tabelle 27) amplifizierten 

hauptsächlich Proben aus den Abruzzen und Pula (außerdem eine aus der 

Provence) bei ca. 400 bp Länge. Die PCR wurde daraufhin mehrfach überprüft 

und die Annealing Temperatur bis 63°C erhöht. Die Amplifikation der Marker bei 

ca. 400 bp erwies sich als gut reproduzierbar, eine Fehlamplifikation eines 

Nebenproduktes konnte ausgeschlossen werden. In Abb. 36 sind die 

Bandenmuster einiger Tiere mit amplifizierten Allellängen von etwa 200 bp und 

400 bp auf einem Agarose-Gel dargestellt. Die Banden konnten mittels der 

Kapillarelektrophorese mit dem ABI PRISM™ 310 bestätigt werden.  

 

 S

Abb. 

 

 LS 
36: Gelelektrophorese Locus A7, homozygote und heterozygote Prob
etwa 200 bp und 400 bp Länge 
L

 

en mit 
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Am Microsatelliten-Primer A7 konnten für alle Mauereidechsen insgesamt 22 

Marker detektiert werden. In Tabelle 26 sind die Anzahl der unterschiedlichen 

Marker, die Allelfrequenzen, die Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population 

und die Ho-Werte (observed Heterozygotie) dargestellt. 

Tabelle 26 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer A7 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Innerhalb der Population Abruzzen wurden 14 verschiedene Allele, insgesamt 24 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,71 (über 

alle 22 Allele des Primers). Innerhalb von Population Pula wurden 7 verschiedene 

Allele, insgesamt 15 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,36. 

Innerhalb der Population Ardèche wurden 10 verschiedene Allele, insgesamt 32 

Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,78. Innerhalb von 

Population Bitche wurden 6 verschiedene Allele, insgesamt 38 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,90 entspricht. Innerhalb von Population Trier wurden 6 

verschiedene Allele, insgesamt 22 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,69 
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entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 4 verschiedene Allele, insgesamt 

19 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,58 und innerhalb der 

Population Anhée wurden 3 verschiedene Allele, insgesamt 28 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,33 entspricht. In Abbildung 37 sowie Karte 10 ist die 

Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch dargestellt. 
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Abb. 37: Allelfrequenzen Locus A7 

 

Es wurden Mikrosatelliten-Längen von 168 bis 410 Basenpaaren (bp) Länge 

detektiert. Von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) wurde die Größe des geklonten 

Allels mit einer Länge von 182 Basenpaaren, 7 verschiedene Allele bei 14 

untersuchten Tieren, sowie eine Ho von 0,714 für den Locus A7 angegeben. Die in 

der vorliegenden Arbeit ermittelten Ho-Werte liegen zwischen 0,3 und 0,9. Den 

höchsten Ho-Wert ereicht die Population Bitche. Mit 22 verschiedenen Allelen liegt 

die Allelzahl mehr als doppelt so hoch als von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) 

angegeben. Über alle Populationen hinweg wurde ein Ho-Wert von 0,63 ermittelt.  

In Tabelle 26 und Abbildung 37 entspricht kein Allel der Länge 182 bp. Marker 6 

(184 bp) liegt nahe an der von NEMBRINI & OPPLIGER angegebenen Länge des 

geklonten Allels. Es wurden Allele mit zwei oder dem vielfachen von zwei 

Basenpaaren Unterschied detektiert. Von Tieren der nördlichen Populationen 

wurden Allele von 184 bp bis 198 bp detektiert. Nur bei Tieren der südlichen 
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Populationen Abruzzen und Pula (außerdem bei einem Tier aus der Ardèche) 

konnten die Marker 14 bis 22 (390 bp – 410 bp) nachgewiesen werden. Diese 

Allele sind etwa doppelt so groß als die nächst kleineren Allele.  

 

Karte 10: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus A7) 

 
In Abb. 38 ist die Markerzahl an jedem Standort abgebildet. 
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Abb. 38: Markerzahl Locus A7 
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Abb. 39: Heterozygoter Mikrosatellit, Locus A7, 194 u. 400 bp, Probe Pula 3 

 

In Abb. 39 ist ein heterozygoter Mikrosatellit mit Allellängen von 194 und 400 bp 

abgebildet. Deutlich sind die großen Höhenunterschiede der beiden Peaks 

sichtbar. Der Peak bei 194 bp ist etwa doppelt so hoch als der Peak bei 400 bp. 

 

 

Abb. 40: Heterozygoter Mikrosatellit, Locus A7, 394 u. 400 bp, Probe Pula 2 
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In Abb. 40 ist ein heterozygoter Mikrosatellit (Locus A7, Probe Pula 2) mit 

Allellängen von 394 und 400 bp abgebildet. Deutlich sichtbar sind, im Gegensatz 

zur Probe Pula 3 (Abb. 39), die gleich hohen Peaks des heterozygoten 

Mikrosatelliten-Locus. Der Längenunterschied zwischen beiden Peaks in Abb. 40 

beträgt 6 bp. In Abb. 41 ist ein heterozygoter Mikrosatelliten Locus A7 mit 

Allellängen von 186 und 198 bp dargestellt. Die Höhenunterschiede der 

amplifizierten Peaks sind geringer ausgeprägt als in Abb. 39, aber deutlicher als in 

Abb. 40. Durch das „sägezahnartige“ Ansteigen der beiden Peaks ist eine 

Identifizierung als heterozygoter Mikrosatelliten-Locus eindeutig möglich.  

 

 

Abb. 41: Heterozygoter Mikrosatellit, Locus A7, 186 u. 198 bp, Probe Urft 8 

 

Tabelle 27 Charakterisierung Locus A7 (NEMBRINI & OPPLIGER 2003) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der klonierten 
Allele (bp) 

A7 F: FAM-TGC TTA TGG GTG ATG ACT GG 

R: AGA ATT GCA GAG GTG GAA GG 

61 (GT)18 182 

Ta (°C): Annealing Temperatur 
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6.3.7 Mikrosatelliten-Primer Lv 4-alpha 

Mit dem Microsatelliten-Primer Lv 4-alpha konnten insgesamt 16 Marker detektiert 

werden. In Tabelle 28 sind die Anzahl der unterschiedlichen Marker, die 

Allelfrequenzen, die Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population und die Ho-

Werte (observed Heterozygotie) dargestellt. 

Tabelle 28 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer Lv 4-alpha 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 
Anzahl beprobter Tiere 
 

Innerhalb des Standortes Abruzzen wurden 13 verschiedene Allele, insgesamt 23 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,64 (über 

alle 16 Allele des Primers). Innerhalb der Population Pula wurden 8 verschiedene 

Allele, insgesamt 19 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,73. 

Innerhalb der Population Ardèche wurden 10 verschiedene Allele, insgesamt 31 

Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,72. Innerhalb von 

Population Bitche wurden 7 verschiedene Allele, insgesamt 35 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,75 entspricht. Innerhalb von Population Trier wurden 5 

verschiedene Allele, insgesamt 16 Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,23 

entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 8 verschiedene Allele, insgesamt 

21 Marker detektiert. Dies entspricht einem H0-Wert von 0,75 und innerhalb der 
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Population Anhée wurden 3 verschiedene Allele, insgesamt 31 Marker detektiert, 

was einem Ho-Wert von 0,48 entspricht. In Abbildung 42, sowie Karte 11 ist die 

Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch dargestellt. 
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Abb. 42: Allelfrequenzen Locus Lv 4-alpha 

 

Es wurden Allellängen von 98 bis 146 Basenpaaren (bp) detektiert. Von ESTOUP 

et al. (1999) wurde für Podarcis muralis ein Basenpaarbereich von 130-158, 14 

verschiedene Allele bei 16 untersuchten Tieren, sowie eine Ho von 0,91 

angegeben. Ein Ho-Wert von 0,91 konnte in der vorliegenden Untersuchung bei 

keiner Population erreicht werden. Den höchsten Ho-Wert ereichten die 

Populationen Urft und Bitche mit jeweils 0,75. Mit 16 verschiedenen detektierten 

Allelen wurden nur 2 mehr als von ESTOUP et al. (1999) ermittelt.  

An der Ardèche wurde in der vorliegenden Untersuchung ein Ho-Wert von 0,72 

ermittelt. Der Basenpaarbereich lag bei 110-126 bp, also knapp unterhalb des von 

ESTOUP et al. angegebenen Bereiches. Es wurden für die Ardèche 10 

verschiedene Allele ermittelt, also 6 weniger als in der Untersuchung von 

ESTOUP et al. Über alle Populationen hinweg wurde ein Ho-Wert von 0,61 

ermittelt. 
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Karte 11: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus Lv 4-alpha) 

 
Wie aus Tabelle 28 und Abbildung 42 ersichtlich liegen nur die zwei Allele mit 140 

bp und 146 bp innerhalb des von ESTOUP et al. (1999) angegeben Bereiches. 

Alle anderen detektierten Positionen liegen unterhalb der angegeben Werte. Allel 

9 (118 bp) wurde am Häufigsten detektiert. In Abb. 43 ist die Markerzahl an den 

jeweiligen Standorten abgebildet. 
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Abb. 43: Markerzahl Locus Lv 4-alpha 
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Tabelle 29 Charakterisierung Locus Lv 4-alpha (ESTOUP et al. 1999) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-
Primer 

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der 
klonierten 
Allele 
(bp) 

Lv-4-
alpha 

F: FAM-CTG CAG GGA ACA GAA TTA ACC 

R: CTG CCC AGA AAG CAT TTC C 

60 (AC)14A(GA)11(CAGAGA)9

CAGAT(AG)3

130- 158 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

 

6.3.8 Mikrosatelliten-Primer Lv 3-19 

Mit dem Microsatelliten-Primer Lv 3-19 konnten insgesamt 16 Marker detektiert 

werden. In Tabelle 30 sind die Anzahl der verschiedenen Marker, die 

Allelfrequenzen, die Summe der Mikrosatelliten-Marker pro Population, sowie die 

Ho-Werte (observed Heterozygotie) dargestellt. 

Tabelle 30 Ergebnisse für den Mikrosatelliten-Primer Lv 3-19 

 
Pop. = Population, Abr. = Abruzzen, Ard. = Ardèche, Bit. = Bitche, Anh. = Anhée, n = 

Anzahl beprobter Tiere 

Innerhalb der Population Abruzzen wurden 9 verschiedene Allele, insgesamt 22 

Mikrosatelliten-Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,57 (über 
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alle 16 Allele des Primers). Innerhalb des Standortes Pula wurden 12 

verschiedene Allele, insgesamt 21 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-

Wert von 0,91. Innerhalb der Population Ardèche wurden 8 verschiedene Allele, 

insgesamt 29 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,61. Innerhalb 

von Population Bitche wurden 7 verschiedene Allele, insgesamt 36 Marker 

detektiert, was einem Ho-Wert von 0,80 entspricht. Innerhalb von Population Trier 
wurden 7 verschiedene Allele, insgesamt 23 Marker detektiert, was einem Ho-Wert 

von 0,77 entspricht. Innerhalb von Population Urft wurden 6 verschiedene Allele, 

insgesamt 18 Marker detektiert. Dies entspricht einem Ho-Wert von 0,50 und 

innerhalb der Population Anhée wurden 6 verschiedene Allele, insgesamt 36 

Marker detektiert, was einem Ho-Wert von 0,71 entspricht. In Abbildung 44, sowie 

Karte 12 ist die Verteilung der Allele über die einzelnen Standorte grafisch 

dargestellt. 
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Abb. 44: Allelfrequenzen Locus Lv 3-19 

Es wurden Allellängen von 141 bis 173 Basenpaaren (bp) gemessen. Von 

ESTOUP et al. (1999) wurde für Podarcis muralis ein Basenpaarbereich von 149-

161 bp, 8 verschiedene Allele bei 16 untersuchten Tieren und eine Ho von 0,83 

angegeben. Die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Ho-Werte liegen zwischen 

0,50 und 0,91. Den höchsten Ho-Wert ereicht die Population Pula. Mit insgesamt 

16 verschiedenen detektierten Allelen wurden doppelt so viele als von ESTOUP et 
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al. (1999) ermittelt. An der Ardèche wurde für die vorliegende Arbeit ein Ho-Wert 

von 0,61 ermittelt. Die Basenpaarbereich lag bei 143-165. Es wurden ebenso wie 

bei ESTOUP et al. 8 verschiedene Allele ermittelt. Über alle Populationen hinweg 

wurde ein Ho-Wert von 0,71 ermittelt. In Abb. 45 ist die Markerzahl an jedem 

Standort dargestellt. 
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Abb. 45: Markerzahl Locus Lv 3-19 

 

 

Karte 12: Verteilung der Allelfrequenzen über den Standorten (Locus Lv 3-19) 
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Tabelle 31 Charakterisierung Locus Lv 3-19 (ESTOUP et al. 1999) 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-Primer 

Ta  (°C) Repeat Motif Größe der 
klonierten 
Allele 
(bp) 

Lv-3-19 F: HEX-CTG TTG CTA TTT TGT ATG CTT AC 

R: CCT GTG ACT GTC CTC AGA GG 

55 (AC)22 149- 169 

Ta (°C): Annealing Temperatur 

6.4 Sequenzierung des Mikrosatelliten Locus A7 

Aufgrund des Vorkommens der Allele von 390 bis 406 bp (erwartet 182 bp) bei 

Locus A7 wurden exemplarisch die Allele einiger Proben sequenziert. Die 

Sequenzierung erfolgt nach SANGER im Cycle Sequencing Verfahren (s. Kap. 

5.6.2) unter Verwendung der DNA Taq Polymerase und fluoreszenzmarkierten 

Primern (Dye Primer Sequenzing). Hierzu wurde zuerst eine PCR mit nicht 

fluoreszenzmarkierten Primern durchgeführt. Das erhaltene Produkt wurde mittels 

Gel-Elektrophorese (2,8 %.iges Agarose-Gel) über drei Stunden bei 120 V und ca. 

100 mA aufgetrennt. Die erhaltenen Banden wurden aus dem Gel über einem UV-

Tisch ausgeschnitten.  
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 LS      Albe1   Albe6  St.M.1 Pula7   Pula9   Pula10  Urft8   St.M.2  Pula1 Bel.1
garosegel mit zehn Proben, Locus A7, LS=Längenstandard 

tück wurde mittels des E.Z.N.A® Gel Extraktions Kit (Firma peqLab, 

aufgereinigt. Mit dem aufgereinigten Produkt wurden mittels des ABI 

igDye® Terminator v1.1 Cycle Sequencing Kit zwei Cycle Sequencing-

hgeführt. Die Sequenzierung des Mikrosatelliten erfolgte von beiden 

 Repeats. Dazu wurde einmal der Forward-Primer und einmal der 

mer als Start der Cycle Sequencing eingesetzt. Die somit erhaltenen 

kte wurden nach der Ethanolfällung sequenziert. Verwendet wurde im 

rer ABI PRISM™ 310 eine 61 cm lange Kapillare und als Polymer POP 

48 ist das Elektropherogramm der Sequenzierung und in Abb. 47 die 

lge des Elektropherogramms dargestellt.  

m Gel extrahierte Produkt wurde als Template für die Sequenzier-PCR 

 Ein 20 µl PCR Ansatz bestand aus: 

late-DNA  

e®Terminator Mix 

 (10 pmol/µl) 

e® Terminator Sequenzing-Puffer 
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Die Sequenzier-PCR wurde nach folgendem Temperaturprofil (Tabelle 32) 

durchgeführt: 

Tabelle 32 Temperatur- und Zeitprogrammierung des Thermocyclers für die 
Sequenzier-PCR (Cycle-Sequenzing) 

Schritte Temp. in °C Zeit in Sekunden Zweck 

1. Teil 94°C 5 min vollständige Denaturierung der Template-DNA 

2. Teil  

30 Zyklen 

 

94°C 

50°C 

60°C 

20 s 

30 s 

4 min 

Denaturierung 

(Hybridisierung) Annealing 

Synthese 

Kühlung 4°C ∞  

 

Nicht eingebaute Nukleotide und Salze wurden mittels Ethanolfällung entfernt. 

Dazu wurden dem kompletten 20 µl Sequenzier-PCR-Produkt 80 µl H2O, 10 µl 3 M 

NaAc (pH 4,6) und 250 µl Ethanol (100 %, RT) zugegeben. Der Ansatz wurde 30 

min bei 15.000 Upm zentrifugiert, der Überstand verworfen und das erhaltene 

Pellet mit Ethanol (70 %, RT) gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation für 5 min 

bei 15.000 Upm wurde der Überstand erneut verworfen und das verbleibende 

Pellet 5 min luftgetrocknet. Das getrocknete Pellet wurde in 20 µl Template 

Suppressor Reagent™ (TSR) gelöst. Eine Denaturierung bei 90°C wurde nach 

Rücksprache mit Applied Biosystems nicht durchgeführt.  
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Abb. 47: Basenfolge der Sequenz der Probe Pula 7, Primer A7, homozygot, 400 
bp, Basenaustausch C-G, G-C bei 304, 305, angezeigt durch ** 

 

Die erhaltene Basenabfolge (Abb. 47) wurde mit der Literatur (NEMBRINI & 

OPPLIGER 2003) verglichen. Die Unterschiede sind in der jeweils zweiten Reihe, 

welche die Basenabfolge der Literatur zeigt, fett gedruckt. Es zeigt sich eine 

große Übereinkunft an Basen, aber auch einige Unterschiede.  

 

Im Folgenden ist das Sequenzierungsergebnis der Probe Pula 7 (Abb. 47) mit der 

Literaturangabe von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) verglichen worden. In der 

jeweils oberen Reihe steht das Sequenzierungsergebnis, in der jeweils unteren 

Reihe steht die erwartete Basenabfolge aus der Literatur. Abweichungen in der 

Basenfolge sind in der unteren Reihe fett gedruckt.  

 

 

F:                                                  GTT AGG ATG CCT      19 mal  GT  ATT TCA  

F: GCG CTG AAA CTT CCT GT GTT AGG AAT GGC A  18 mal  GT  ATA TCA  
 
TGA CTC CGA TGG GGC TGC CCC TGC TGC CAC CTT CTG TGT ATT GCA  

TGA CTC CGA TGG GGC TAC CCC TGC TGC CAC CTT CTG TGT ACT GCA  
 

TTG CAC TAG ATC AGG GGT CTG CAA CCT TTA AGA CAA AAA GAG CCA  

TTG CAC TAG ATG GTC CTT GGG ATA C –REV-Primer 
 

Die folgenden sequenzierten Basen gehen über den Bereich des Revers-Primers 

in der Literatur hinaus.  

AGA AAA AAA AAA CTG GGA GCC GCA AAA CCA TTG CGA CAT TTA AA ACA 

GTG GGG AGT GTC GGG GCA CAC AAT GCG GCT CCT CCC CTT GCT AGT 

ATC CTC CCC GGA GCC GCG GCA AAG GTG TAA AAG AGC CAC ATG CGG 

CTC CGG AGC CCG GGG TTT GCT CAC CCC TGC ACT AGA TGG TCC TTG 

GAC TAC CCT TCC CCT CTG CAA T -REVERS-Primer 

 

Von der Sequenzierungssoftware wurde die Basenfolge der Forward-

Sequenzierung mit der Basenfolge der Revers-Sequenzierung verglichen und der 
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Unterschied in der Basenfolge mittels ** markiert. Es handelt sich an der 

angegebenen Stelle um einen Basenaustausch von GC und CG. Mittels der 

Sequenzierung konnte nachgewiesen werden, dass es sich um einen 

Mikrosatelliten handelt, der sich an einigen Stellen von der durch NEMBRINI & 

OPPLIGER (2003) angegebenen Basenfolge unterscheidet. Im Gegensatz zur 

Literatur lagert sich bei einigen Tieren aus den Abruzzen und Pula der Revers-

Primer erst nach einer zusätzlichen etwa 200 Basenpaar langen Sequenz an. 
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Abb. 48: Elektropherogramm der Teilsequenz im Bereich des Mikrosatelliten-

Locus (Probe Pula 7, Primer A7, homozygot, Gesamtlänge von 400 bp, 
Forward-Sequenzierung) 
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6.5 Statistische Auswertung 

Die genetische Diversität beschreibt die Vielfalt in der genetischen 

Zusammensetzung von Organismengruppen. Sie ist das Ergebnis der Evolution 

und folglich das Resultat der Wirkung verschiedener Evolutionsfaktoren, 

insbesondere von Mutation, Selektion, genetischer Drift und Migration, sowie der 

Vermehrungs- und auch Populationsstruktur von Populationen. Hierbei kann auch 

der Einfluss des Menschen eine wichtige Rolle spielen (SPERLICH 1988; VAN 

HINTUM 1995).  

Mit Hilfe der Mikrosatelliten-Analyse können verschiedene populationsgenetische 

Parameter bestimmt und anschließend statistisch dargestellt werden (Kap. 5.5).  

 

6.5.1 Heterozygotie-Statistik 

Ein wichtiges Diversitätsmaß für codominante Marker stellt der Heterozygotiegrad 

dar. (Kap. 5.7.1) In Tabelle 33 ist die observed Heterozygotie Ho für die einzelnen 

Populationen gesamt, sowie über die einzelnen Loci innerhalb der Populationen 

aufgeschlüsselt gelistet. Man erkennt deutliche Differenzen innerhalb der 

einzelnen Populationen über die verschiedenen Loci.  

Eine hohe Heterozygotie bedeutet eine bessere Anpassungsfähigkeit von 

Populationen an sich ändernde Selektionsbedingungen (FRANKEL et al. 1995, 

NEVO 2001), besonders in ökologisch wenig stabilen Lebensräumen.  

Tabelle 33 Heterozygotie-Statistik (Populationen und Primer) 

     Loci 
Pop. 

N Ho B 3 
38  

B 4 
13 

B 7 
20 

C 24 
14 

C 9 
19 

A 7 
22 

Lv 3-19 
16 

Lv 4-alpha
16 

1 14 0,56 1,00 0,15 0,50 0,36 0,57 0,71 0,57 0,64 
2 11 0,56 0,64 0,27 0,82 0,27 0,45 0,36 0,91 0,73 
3 18 0,67 0,89 0,44 0,72 0,61 0,61 0,78 0,61 0,72 
4 20 0,62 0,40 0,50 0,60 0,40 0,60 0,90 0,80 0,75 
5 13 0,54 0,62 0,31 0,46 0,54 0,69 0,69 0,77 0,23 
6 12 0,55 0,83 0,17 0,42 0,58 0,58 0,58 0,50 0,75 
7 21 0,44 0,48 0,10 0,66 0,66 0,10 0,33 0,71 0,48 
Pop.= Population, 1= Abruzzen, 2= Pula, 3= Ardèche, 4= Bitche, 5= Trier, 6= Urft, 7= 
Anhée, N=Anzahl beprobter Tiere, unter den Loci steht die Anzahl der Marker  
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In Tabelle 33 sind die errechneten mittleren Heterozygotie-Werte (Ho) angegeben. 

Population 7 (Anhée) weist mit 0,44 die geringste Heterozygotie, die Populationen 

3 (Ardèche) und 4 (Bitche) weisen mit 0,67 beziehungsweise 0,62 die höchste 

Heterozygotie auf.  

In Tabelle 34 ist die Heterozygotie-Statistik über alle Loci dargestellt. Eine 

Abweichung vom erwarteten Heterozygotiegrad Hexp kann verschiedene Ursachen 

haben. Ein Heterozygoten-Überschuss kann ein Hinweis auf überdominante 

Selektion oder Auskreuzen („outbreeding“) sein. Andererseits nimmt in kleinen 

geschlossenen Populationen die Wahrscheinlichkeit von Paarungen zwischen 

verwandten Individuen zu. Dadurch kommt es zu einer Übereinstimmung eines 

Teils ihres Genoms. Bei der Paarung von verwandten Individuen (Inzucht, 

„inbreeding“) erhöht sich die Wahrscheinlichkeit, dass Mutter und Vater eine Kopie 

des gleichen Allels eines gemeinsamen Vorfahrens an die Nachkommen 

vererben, die dann an diesem Genort herkunftsgleich sind. In einer Population 

wird der erwartete Anteil von Genorten, der durch die steigende Inzucht 

homozygot geworden ist, durch den Inzuchtkoeffizienten (FIS) nach WRIGHT 

(1921) ausgedrückt. Eine Abnahme der Ho gegenüber der Hexp ist über alle Loci zu 

beobachten.  

Tabelle 34 Heterozygotie-Statistik (einzelne Loci, LEVENE 1949) 

Locus Allele Observed 
Heterozygot. 

Expected 
Heterozygot. 

B3 218 0,66 0,94 
B4 218 0,28 0,73 
B7 218 0,61 0,88 
C24 218 0,50 0,83 
C9 218 0,50 0,78 
A7 218 0,62 0,79 
Lv 3-19 218 0,70 0,88 
Lv 4-alpha 218 0,61 0,86 
Durchschnitt 218 0,56 0,84 
 

6.5.2 Genetische Ähnlichkeit 

Mit dem Programm Popgene 1.32 (YEH et al. 1999) wurde die genetische 

Ähnlichkeit zwischen den Populationen berechnet.  
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Tabelle 35 Genetische Ähnlichkeiten zwischen den Populationen (NEI 1972) 

Population Abruzzen Pula Ardèche Bitche Trier Urft Belgien 
Abruzzen --- 0,5551 0,4253 0,2956 0,3672 0,3658 0,2444 
Pula  --- 0,2849 0,2046 0,3279 0,2733 0,2621 
Ardèche   --- 0,4509 0,5406 0,4793 0,4258 
Bitche    --- 0,6658 0,5492 0,4324 
Trier     --- 0,7817 0,6440 
Urft      --- 0,5707 
Belgien       --- 
 

Die geringste genetische Ähnlichkeit wurde mit 0,2046 zwischen den Standorten 

Pula und Bitche berechnet. Die größte genetische Ähnlichkeit besteht mit 0,7817 

zwischen den Populationen Trier und Urft. Die größte genetische Ähnlichkeit für 

den Standort Abruzzen besteht zum Standort Pula mit 0,5551, die zweitgrößte 

genetische Ähnlichkeit für den Standort Abruzzen besteht mit 0,4253 zum 

Standort Ardèche. Auffallend sind die geringen genetischen Ähnlichkeiten (mit 

unter 0,33) zwischen Pula und allen anderen Populationen (außer zum Standort 

Abruzzen). Somit bestehen die geringsten genetischen Ähnlichkeiten zwischen 

der Population Pula und den übrigen Populationen (außer zu den Abruzzen). 

Population Bitche hat trotz geographisch geringerer Distanz zum Standort Anhée 

eine geringere genetische Ähnlichkeit als zum Standort Ardèche. Relativ hoch sind 

die genetischen Ähnlichkeiten zwischen den Populationen Trier zu Urft, Trier zu 

Anhée und Urft zu Anhée, wobei bei vergleichbarer geographischer Entfernung die 

genetische Ähnlichkeiten zur Population Anhée bei allen Populationen abnimmt. 

Eine Korrelation der genetischen Ähnlichkeiten und der geographischen Lage der 

Populationen zueinander ist, mit Ausnahme der Populationen Bitche und 

Population Anhée, nachweisbar. Die genetische Ähnlichkeit zwischen den 

Populationen Urft  zur Population Anhée (0,57) ist deutlich geringer als zur 

Population Trier (0,78) trotz vergleichbarer geographischer Entfernung.  

 

6.5.3 Genetische Distanz und Genfluss 

Genfluss ist der Austausch von Allelen zwischen Populationen durch Austausch 

von Individuen (Migration). Die genetische Verbindung zwischen Populationen 

hängt stark vom Ausmaß des Genflusses ab. Die wichtigste Auswirkung von 
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Genfluss ist die Einbringung neuer Allele und somit die Erhöhung der genetischen 

Variabilität. Der Genfluss kann mit Hilfe des ΦST-Wertes berechnet werden 

(SLATKIN & BARTON 1989, SINCLAIR et al. 1996, GOMES et al. 1998, BENDER 

1999). Die so genannte Φ-Statistik ist ein Äquivalent zur F-Statistik von WRIGHT 

(1951), die zur Berechnung codominanter Marker entwickelt wurde (REYNOLDS 

et al. 1983). 

Die F-Statistik nach WRIGHT (1951, 1965, 1978) wird bei codominanten 

genetischen Markern wie Allozymen und auch Mikrosatelliten eingesetzt (Kap. 

5.7.2). Für die Interpretation von FST-Werten wurden folgende Klassen 

vorgeschlagen (WRIGHT 1978, HARTL & CLARK 1997): 

• 0 – 0,05: geringe genetische Differenzierung 

• 0,05 – 0,15: mittlere genetische Differenzierung 

• 0,15 – 0,25: große genetische Differenzierung 

> 0,25: sehr große genetische Differenzierung 

 

Ein weiterer Wert ist der FIS-Wert. Er misst die Abnahme der Heterozygotie in 

Individuen einer Subpopulation durch nicht zufällige Paarung (z.B. Inzucht) „I“ 

steht hierbei für Individuum und „S“ für Subpopulation. Der FIS-Wert misst das 

Verhältnis von Allelen zwischen Individuen der gleichen Subpopulation (BALLOUX 

& LUGON-MOULIN 2002). Ein positiver Wert für FIS bedeutet verringerte 

Heterozygotie (Inzucht), ein negativer Wert erhöhte Heterozygotie (Auskreuzen). 

In Tabelle 36 sind die FIS und FST-Werte für Gruppe 1 (Süd) und Gruppe 2 (Nord), 

sowie für „Alle“ angegeben. Betrachtet man den FIS-Wert sieht man eine stärkere 

„Inzucht“ innerhalb Gruppe 1 (0,2310) als in Gruppe 2 (0,1315). Über „Alle“ wurde 

ein FIS von 0,1805 berechnet. Mit 0,1315 bis 0,2310 sind alle drei Werte nur 

schwach positiv, was auf nur eine geringe „Inzucht“ und somit auf eine geringe 

Separierung deutet.  

Betrachtet man sich in gleicher Tabelle die FST-Werte, so deutet der ermittelte 

Wert innerhalb Gruppe 1 mit 0,1035 auf eine „mittlere“ genetische Differenzierung 

hin (0,1 bis 0,15). Innerhalb Gruppe 2 (0,1628) und über „Alle“ (0,1855) deuten die 

ermittelten Werte auf eine „große“ genetische Differenzierung hin. Die genetische 

Differenzierung ist über „Alle“ am Größten. Betrachtet man die ermittelten Werte in 

Tabelle 36 so lassen sich die Ergebnisse von Tabelle 35 bestätigen. Man kann mit 
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den ermittelten Werten den Trend der „Inzucht“, sowie der genetischen 

Differenzierung belegen. 

 

Über Genflussschätzungen soll geprüft werden, ob sich die Populationen in 

Gruppen mit hohem und geringem genetischen Austausch gliedern lassen. Dazu 

wurden willkürlich Gruppen gebildet. Es lag dabei nahe, südliche und nördliche 

Populationen in verschiedene Gruppen zusammenzufassen, da ein Genfluss 

innerhalb der südlichen und nördlichen Gruppen wegen der geringeren 

geographischen Entfernungen wahrscheinlicher ist. In Tabelle 36 und Tabelle 37 

sind die Ergebnisse von zwei verschiedenen Gruppenbildungen dargestellt. In 

Tabelle 36 wurden alle drei südlichen Populationen (Abruzzen, Pula und Ardèche) 

zu einer Gruppe zusammengefasst und einer Gruppe den nördlichen Populationen 

(Bitche, Trier, Urft und Belgien) gegenübergestellt. Innerhalb der Gruppe 1 ist 

(Nm* = 2,1649) die Genflussrate höher als in Gruppe 2 (Nm* = 1,2852)und fast 

doppelt so hoch als über alle Populationen (Nm* = 1,0974).  

Tabelle 36 Genfluss (nach NEI 1987) innerhalb angenommener Gruppen 

 N FIS FIT FST Nm* 
Gruppe 1 (Süd, 1,2,3) 86 0,2310 0,3106 0,1035 2,1649 
Gruppe 2 (Nord, 4,5,6,7) 132 0,1315 0,2730 0,1628 1,2852 
Alle 218 0,1805 0,3325 0,1855 1,0974 
Gruppe 1 (Süd; 1= Abruzzen, 2= Pula, 3= Ardèche), Gruppe 2 (Nord, 4= Bitche, 5= Trier, 
6= Urft, 7= Anhée), N= Anzahl Allele 
 
In Tabelle 37 wurde die Gruppenzusammensetzung anders gewählt. In Gruppe 1 

wurden die Populationen 1 (Abruzzen) und 2 (Pula) zusammengefasst und den 

restlichen Populationen (incl. Ardèche) gegenübergestellt. Innerhalb der Gruppe 1 

steigt der Genfluss auf 3,420, innerhalb der Gruppe 2 bleibt die Genflussrate mit 

1,2624 fast unverändert.  

Tabelle 37 Genfluss (nach NEI 1987) innerhalb angenommener Gruppen 

 N FIS FIT FST Nm* 
Gruppe 1 (1+2) 50 0,2715 0,3212 0,0681 3,4200 
Gruppe 2 (3,4,5,6,7) 168 0,1369 0,2795 0,1653 1,2624 
Alle 218 0,1805 0,3325 0,1855 1,0974 
Gruppe 1 (1= Abruzzen, 2= Pula), Gruppe 2 (3= Ardèche, 4= Bitche, 5= Trier, 6= Urft, 7= 
Belgien) N= Anzahl Allele 
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In Tabelle 38 ist der Genfluss zwischen den Populationen 5 (Trier) und 6 (Urft) 

dargestellt. Die Rate ist mit 4,3143 die Größte zwischen allen Populationen.   

Tabelle 38 Genfluss (nach NEI 1987) zwischen Trier und Urft 

 N FIS FIT FST Nm* 
Trier / Urft 50 0,1844 0,2291 0,0548 4,3143 
N= Anzahl Allele 
 

Mit Hilfe des Genflusses wurde überprüft, ob eine Differenzierung der 

Populationen über die geographische Entfernung gegeben ist. (Isolation by 

distance – Modell). Grundlage dieses Modells ist, dass mit zunehmender 

geographischer Entfernung die Wahrscheinlichkeit des Genaustauschs sinkt, und 

somit die Maße der genetischen Distanz ansteigen. Der Zusammenhang von 

genetischer und geographischer Distanz ist mit einem Bestimmtheitsmaß von R2 = 

0,596 positiv. Es besteht ein signifikanter Zusammenhang (Mantel-Test: 

p<0,0001). 

Tabelle 39 Geographische Distanzen zwischen den Populationen (oberhalb der 
Diagonalen, Luftlinie in km) und genetische Distanzen zwischen den Populationen 
(unterhalb der Diagonalen) NEI 1972 

Population Abruzzen Pula Ardèche Bitche Trier Urft Belgien 
Abruzzen --- 284 740 874 974 1070 1100 
Pula 0,5886 --- 724 668 772 844 904 
Ardèche 0,8550 1,2556 --- 594 628 714 660 
Bitche 1,2187 1,5869 0,7966 --- 90 184 206 
Trier 1,0019 1,1150 0.6151 0,4067 --- 98 134 
Urft 1,0056 1,2972 0,7354 0,5993 0,2463 --- 120 
Belgien 1,4088 1,3389 0,8538 0,8384 0,4400 0,5608 --- 
 
In Abb. 49 ist der Zusammenhang von geographischer Distanz und genetischer 

Distanz mit Hilfe der Regressionsanalyse grafisch dargestellt.  
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Abb. 49: Regressionsanalyse zur Überprüfung des Isolation by distance-Modells, 
Mantel-Test über genetische Distanzen (NEI 1972) und geographische 
Distanzen (Luftlinie in km) 

Ein Einfluss der geographischen Entfernung auf die genetische Differenzierung ist 

gegeben.  

6.5.4 Genetische Diversität 

Bei der genetischen Struktur konnte für die analysierten Podarcis muralis –

Populationen eine eher geringe genetische Strukturierung mittels AMOVA 

nachgewiesen werden. Die genetische Variation zwischen den sieben 

Populationen erklärt 18,6 % der Gesamtvariation (Tabelle 40). Unterteilt man die 

Populationen in zwei Gruppen (Abruzzen, Pula und Ardèche, Bitche, Trier, Urft, 

Belgien), ergibt die Varianzanalyse, dass noch 16,4 % der genetischen Varianz 

zwischen den Populationen innerhalb der beiden Gruppen liegen, wobei nur 4,3 % 

der genetischen Varianz zwischen den beiden Gruppen zu finden ist, was auf eine 

nur geringe Populationsstrukturierung hinweist. Die genetische Varianz innerhalb 

der untersuchten Populationen bleibt mit 79,4 % auf ähnlich hohem Niveau. Alle 
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berechneten Differenzierungen der Populationsstruktur erwiesen sich als 

hochsignifikant (P < 0,001). 

Tabelle 40 Ergebnisse der Varianzanalyse (AMOVA) 

Gruppen n-1 SQ Varianz 
(SQ/n-1)

Varianz 
(%)

P-Wert Fixaktions-
Indices

Alle Populationen  
Zwischen den Populationen 6 136,23 0,64 18,62 <0,001 ΦST = 

0,1862
Innerhalb der Populationen 211 594.59 2,82 81,38 NB NB
Zwei Gruppen (Abruzzen, 
Pula) und (Ardèche, 
Bitche, Trier, Urft, 
Belgien) 

 

Zwischen Gruppen 1 30,56 0,15 4,28 <0,001 ΦCT = 
0,04268

Zwischen Populationen 
innerhalb der Gruppen 

5 105,67 0,58 16,38 <0,001 ΦSC = 
0,17109

Innerhalb der Populationen 211 594,59 2,82 79,35 <0,001 ΦST = 
0,206478

n-1 = Freiheitsgrade 
Sum of Squares (SQ) = Summe der Abweichungsquadrate vom Mittelwert 
Varianz (SQ/n-1) = Varianzkomponente aus Sum of Squares / Freiheitsgrad 
Varianz (%) = Anteil in % an der Gesamtvarianz innerhalb von Populationen 
P-Wert = Signifikanzniveau 
NB = nicht berechnet 

6.5.5 Clusteranalyse 

Mittels des Programms STATISTICA 6.0 wurde die statistische Auswertung für die 

Clusteranalyse und die Darstellung als Baumdiagramm durchgeführt. Als 

Datengrundlage wurden mittels des Programms Popgene 1.32 die genetischen 

Distanzen zwischen den Populationen berechnet (Tabelle 41) 

Tabelle 41 Genetische Distanzen zwischen den Populationen (NEI 1972) 

Population Abruzzen Pula Ardèche Bitche Trier Urft Belgien 
Abruzzen ---       
Pula 0,5886 ---      
Ardèche 0,8550 1,2556 ---     
Bitche 1,2187 1,5869 0,7966 ---    
Trier 1,0019 1,1150 0.6151 0,4067 ---   
Urft 1,0056 1,2972 0,7354 0,5993 0,2463 ---  
Belgien 1,4088 1,3389 0,8538 0,8384 0,4400 0,5608 --- 
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Mit Hilfe einer Clusteranalyse auf Basis der genetischen Distanzen (NEI 1972) 

werden die einzelnen Standorte hinsichtlich ihrer Ähnlichkeit gruppiert. Nach 

BORTZ (1993) werden dabei die durch einen festen Satz von Merkmalen (die 

genetischen Distanzen) beschriebenen Objekte (die Probenahmestandorte) nach 

ihrer Ähnlichkeit in Cluster eingeteilt, wobei die Cluster intern möglichst homogen 

und extern möglichst gut voneinander unterscheidbar sein sollen. Die UPGMA 

wurde ursprünglich für die Erstellung von taxonomischen Phenogrammen und 

Dendrogrammen, die phänotypische Ähnlichkeiten zwischen Individuen 

reflektieren, entwickelt (NEI 2000). Auch in populationsgenetischen 

Untersuchungen findet sie häufig Anwendung (KAMBHAMPATI et al. 1992, HAIG 

et al. 1994, JAGGI et al. 2000, ZHOU et al. 2000, CHIAPPERO & GARDENAL 

2001, MISHRA et al. 2002). Die Clusteranalyse stellt somit einen wichtigen Ansatz 

zur Unterscheidung von Individuen bzw. Populationen dar. (s. Kap. 5.8.1.) 

Baumdiagramm für  Variablen
Unweighted Pair-Group Average

1-Pearsons r

Belgien Urft Trier Bitche Ardèche Pula Abruzzen
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Abb. 50: UPGMA-Dendrogramm der Clusteranalyse über alle Populationen 

(1-Pearsons r), ermittelt über genetische Distanzen (NEI 1972) 
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In Abb. 50 ist das UPGMA-Dendrogramm der Clusteranalyse über die genetischen 

Distanzen (NEI 1972) grafisch dargestellt. Sichtbar wird eine Unterteilung in zwei 

Hauptgruppen, wobei die Standorte Abruzzen und Pula zusammen clustern und 

von den restlichen Populationen deutlich getrennt sind. Innerhalb der zweiten 

Gruppe clustern die Populationen Trier und Urft mit dem geringsten Abstand, 

gefolgt, in aufsteigender Entfernung, von den Populationen Bitche, Anhée und 

Ardèche. Der Standort Ardèche liegt der Gruppe mit den Populationen Abruzzen 

und Pula am Nächsten. Durch die Länge der Äste wird die genetische Distanz 

angezeigt.  

6.5.6 Diskriminanzanalyse 

Ausgehend von der Herkunft der Individuen besteht grundsätzlich die Möglichkeit, 

jedes Individuum einer geographischen Gruppe zuzuordnen. Diese Gruppierung 

kann anschließend mit einer Diskriminanzanalyse auf Basis der genetischen 

Marker geprüft werden. Sie dient der Analyse von Gruppen- bzw. 

Klassenunterschieden. Mit dieser Methode ist es möglich Gruppen unter 

Berücksichtigung von mehreren Variablen zu ermitteln. Im Unterschied zur 

Clusteranalyse ist die Diskriminanzanalyse kein exploratives, sondern ein 

konfirmatorisches Verfahren (s. Kap. 5.8.4). Durch die Diskriminanzanalyse 

werden keine Gruppen gebildet, sondern man geht von einer vorhandenen 

Gruppierung aus und überprüft die Qualität dieser Gruppierung. Mit Hilfe der 

Diskriminanzanalyse lässt sich analysieren, 

• ob die vorliegende, möglicherweise durch Clusteranalyse ermittelte Gruppierung 

optimal ist, oder ob sie verbessert werden kann; 

• welche Variablen für die Gruppenbildung besonders geeignet sind, bzw. auf 

welche Variablen sich die Gruppenunterschiede hauptsächlich zurückführen 

lassen; 

Der in der Praxis am häufigsten auftretende Fall ist der Mehr-Gruppen-Fall. Bei 

diesem Fall reicht eine Diskriminanzfunktion nicht mehr aus, um die Gruppen 

zufrieden stellend zu trennen. Nach der Ermittlung der ersten Diskriminanzachse 

sind in der Regel die Überlappungsbereiche so groß, dass weitere Achsen 

bestimmt werden können. Im vorliegenden Fall sind 3 Funktionen ausreichend. Mit 
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Hilfe der ersten 3 Roots werden 88,4 % der Varianz erklärt. (Root 1: 59,7 %; Root 

2: 16,8 %; Root 3: 11,8 %; Root 4: 9,5 %; Root 5: 1,2 %). 
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Abb. 51: Diskriminanzanalyse über alle Loci und alle Tiere. Root 1 – Root 3, Root 

1: 59,7 %; Root 3: 11,8 % 

 

Deutlich werden bei der Darstellung Root 1 - Root 3 die Populationen Abruzzen, 

Pula und Ardèche von den übrigen Populationen getrennt. Die übrigen 

Populationen liegen nahe beieinander, mit Ausnahme einiger Tiere von Bitche 

(Abb. 51).  
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Abb. 52: Diskriminanzanalyse über alle Loci und alle Tiere. Root 1 – Root 2; Root 
1: 59,7 %; Root 2: 16,8 % 

 

In Abb. 52 ist die Diskriminanzanalyse Root 1 – Root 2 dargestellt. Ähnlich wie in 

Abb. 51 werden die Populationen Abruzzen und Pula deutlich von den anderen 

Populationen getrennt. Eine Trennung der Ardèche von den übrigen Populationen 

erfolgt hier aber nicht, dagegen wird die Population Belgien von den übrigen 

Populationen getrennt. In Tabelle 42 ist die prozentuale richtige Zuordnung der 

Tiere zu ihren Standorten angegeben.  

Bei der Betrachtung der Klassifikationsmatrix der Diskriminanzanalyse (Tabelle 

42) zeigt sich wie viel Prozent der Tiere ihren jeweiligen Populationen richtig 

zugeordnet werden. Innerhalb der Population Abruzzen werden 79 % der Tiere 

richtig zugeordnet. Jeweils ein Tier wird den Standorten Pula, Bitche und Anhée 

falsch zugeordnet. 91 % der Tiere werden dem Standort Pula richtig zugeordnet. 

Nur ein Tier wird dem Standort Ardèche falsch zugeschrieben. Der Population 

Ardèche werden 67 % der Tiere richtig zugeordnet. Drei Tiere werden dem 
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Standort Bitche, ein Tier dem Standort Trier und zwei Tiere dem Standort Anhée 

falsch zugeordnet. Alle falsch zugeordnete Tiere werden einem nördlichen 

Standort zugeschrieben, keines einem Südlichen. Der Population Bitche werden 

75 % der Tiere richtig zugeordnet. Drei Tiere werden dem Standort Ardèche und 

zwei Tiere dem Standort Trier falsch zugeordnet. Bei Betrachtung der 

Klassifikationsmatrix für den Standort Trier fällt die mit 46 % geringste richtige 

Zuordnung auf. Vier Tiere werden dem Standort Bitche, drei dem Standort Urft 

falsch zugeschrieben. Kein Tier wird einem südlichen Standort und kein Tier wird 

dem Standort Anhée falsch zugeordnet. Dem Standort Urft werden 67 % der Tiere 

richtig zugeordnet. Je ein Tier werden den Standorten Bitche und Trier und zwei 

Tiere werden dem Standort Anhée falsch zugeordnet. Dem Standort Anhée 

werden mit 95 % die meisten Tiere richtig zugeordnet. Nur ein Tier wird dem 

Standort Urft falsch zugeschrieben. Zwischen den drei südlichen Standorten 

Abruzzen, Pula und Ardèche werden mit nur zwei Tieren sehr wenige 

Fehlzuordnungen vorkommen. Kein Tier der Ardèche wird einem anderen 

südlichen Standort falsch zugeordnet, und nur ein Tier des Standortes Pula wird 

der Ardèche zugeschrieben. Die Tiere der Ardèche die falsch zugeordnet werden, 

werden einer nördlichen Population zugeschrieben. Insgesamt werden 75 % der 

Tiere richtig ihren Standorten zugeordnet. 

Tabelle 42 Klassifikationsmatrix der Diskriminanzanalyse (Root 1-6) 

 %t Abruzzen Pula Ardèche Bitche Trier Urft Anhée 
Abruzzen 79 11 1 0 1 0 0 1 
Pula 91 0 10 1 0 0 0 0 
Ardèche 67 0 0 12 3 1 0 2 
Bitche 75 0 0 3 15 2 0 0 
Trier 46 0 0 0 4 6 3 0 
Urft 67 0 0 0 1 1 8 2 
Anhée 95 0 0 0 0 0 1 20 
Gesamt 75 11 11 16 24 10 12 25 
 

6.5.7 Faktorenanalyse 

Die Faktorenanalyse ist ein datenreduzierendes und hypothesengenerierendes 

Verfahren, das eine große Anzahl von Variablen gemäß ihrer korrelativen 

Beziehungen zueinander in wenige, voneinander unabhängige Variablengruppen 

ordnet (MANLY 1994, BORTZ 1993) (s. Kap. 5.8.2). Ziel der Faktorenanalyse ist 
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es, den Grad der Komplexität, der durch eine Vielzahl von Variablen dargestellt 

wird, durch möglichst wenige Faktoren wiedergeben zu können. Diese 

Variablengruppen werden Faktoren (bzw. Hauptkomponenten in der 

Hauptkomponentenanalyse) genannt.  

Die Rotation dient dazu, die gefundenen Faktoren graphisch so darzustellen, dass 

eine sinnvolle Interpretation der Daten stattfinden kann. 

Die am weitesten verbreitete Faktorenanalyse ist die Hauptkomponentenanalyse 

(HKA, engl.: principal component analysis, PCA). Bei der HKA-Analyse werden 

sukzessive die Achsen ermittelt, welche die Varianzen im Datensatz maximal 

beschreiben. Als erste Hauptkomponente (HK) wird diejenige ausgewiesen, die 

den größten Teil der Gesamtstreuung aller Variablen im statistischen Sinne 

erklärt. Die zweite Hauptkomponente ist entsprechend diejenige, die den 

zweitgrößten Teil erklärt (usw.). Ziel der Hauptkomponentenanalyse ist also die 

Identifizierung von wichtigen Trends innerhalb der erhobenen Daten.  

Faktorladungen,  Faktor 1  -  Faktor 2
Rotation: Unrotiert

Extraktion: Hauptkomponenten

Albe4
Albe5

Albe6

Albe7

Albe1

Albe2Albe3

Albe8
Albe11

Albe12

Albe13

Albe14

Albe15

Albe16

Pula1Pula2

Pula3

Pula4
Pula5

Pula6Pula7Pula8Pula9
Pula10

Pula11F1

F2

F3

F4

F5
F6

F7

F8

F9

F10F11

F12

F13

F14F15
F16

F17

F18

Bitche1
Bitche2Bitche3Bitche4Bitche5Bitche6
Bitche7Bitche8Bitche9Bitche 10Bitche 11
Bitche 12Bitche 13
Bitche 14Bitche 15Bitche 16Bitche 17
Bitche 18Bitche 19

Bitche 20
Igel1 Igel2Igel3

Igel4

Igel5

Igel6Igel7

Igel8

Igel9
Igel10Igel11

Igel12Igel13Urft1Urft2Urft3

Urft4

Urft5Urft6

Urft7Urft8Urft9
Urft10Urft11

Urft12

Be1Be2
Be3Be4

Be5
Be6Be7

Be8Be9 Be10

Be11
Be12

Be13

Be14

Be15Be16Be17
Be18

Be19

Be20Be21

HK 1 (69,8 % Varianz)

H
K 

2 
(1

4,
1 

%
 V

ar
ia

nz
)

 
Abb. 53: Faktorenanalyse mittels HKA über alle Tiere, unrotiert 
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In Abb. 53 ist die Faktorenanalyse über alle Tiere dargestellt. Man erkennt eine 

deutliche grafische Trennung der Tiere der Abruzzen und Pulas als eine Gruppe 

von den Tieren der übrigen Populationen, mit Ausnahme einiger Tiere aus der 

Ardèche. In Abb. 54 ist der Bereich aus Abb. 53 unten links vergrößert dargestellt. 

In dieser Darstellung ist keine eindeutige Gruppierung ablesbar.  

Faktorladungen,  Faktor 1  -  Faktor 2
Rotation: Unrotiert

Extraktion: Hauptkomponenten
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Abb. 54: Faktorenanalyse mittels HKA über alle Individuen (Ausschnitt aus Abb. 

53, unten links, vergrößert), unrotiert 

 
Der deutlicheren Darstellung wegen wurde eine Faktorenanalyse über die 

genetischen Distanzen (NEI 1972) durchgeführt. Wie in Abb. 55 ersichtlich trennen 

die einzelnen Standorte deutlich mit Ausnahme der Populationen Trier und Urft.  
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Faktorladungen,  Faktor 1  -  Faktor 2
Rotation: Unrotiert

Extraktion: Hauptkomponenten
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Abb. 55: Faktorenanalyse mittels HKA über genetische Distanzen (NEI 1972), 

unrotiert 

 
Man erkennt eine deutliche Trennung der Populationen, wobei die Standorte 

Abruzzen und Pula deutlich von den anderen Populationen separiert werden und 

der Standort Ardèche intermediär steht. Die Standorte Bitche, Trier, Urft und 

Belgien können als eine weitere Gruppe zusammengefasst werden. Innerhalb 

dieser Gruppe zeigt sich aber eine Differenzierung der Standorte, die eine 

Eigenständigkeit des Standortes Belgien rechtfertigen lässt. Die große Nähe der 

Standorte Urft und Trier zueinander ist unverkennbar. Interessanterweise wird der 

Standort Urft dem Standort Bitche näher gestellt als der Standort Trier zu Bitche 

und der Standort Trier näher zu Belgien gestellt als der Urft, obwohl Trier 

geographisch näher zu Bitche und Urft näher zu Belgien liegt. Über die 

Hauptkomponente 1, die 69,8 % der Varianz erklärt, lässt sich eine Trennung der 

Standorte Bitche, Trier, Urft und Belgien fast nicht darstellen, die Trennung der 

Standorte wird erst über die Hauptkomponente 2 (14,1 %) erklärt.  
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In Abb. 56 ist die Faktorenanalyse über 3 Faktoren mittels HKA dargestellt. Hierbei 

wird die dreidimensionale Darstellung mit der Rotation Varimax dargestellt. 

Hauptkomponente 1 stellt dabei 69,8 % der Varianz, Hauptkomponente 2 14,1 %, 

Hauptkomponente 3 7,3 %, dar.  

 

Faktorladungen,  Faktor 1  -  Faktor 2  -  Faktor 3
Rotation: Varimax (e)

Extraktion: Hauptkomponenten
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Abb. 56: Faktorenanalyse, HKA über genetische Distanzen (NEI 1972) 

dreidimensionale Darstellung, Rotation Varimax 

Tabelle 43 Ergebnisse der Hauptkomponentenanalyse, Datenbasis: Genetische 
Distanzen (NEI 1972) 

HK Eigenwert (EW) Varianz (%) Kummul. EW Kummul. % 
1 4,884118 69,77312 4,884118 69,77312 
2 0,986465 14,09236 5,870583 83,86548 
3 0,509984 7,28548 6,380567 91,15096 
4 0,429993 6,14275 6,810560 97,29371 
5 0,124348 1,77640 6,934908 99,07011 
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6.6 Diskussion 

Die genetische Struktur von sieben Populationen der Mauereidechse wurde 

mittels acht spezifischer Mikrosatelliten-Primer untersucht. Als Untersuchungs-

gebiete wurden Standorte in Italien (Alba fucens, Abruzzen), Kroatien (Pula, 

Istrien), Südfrankreich (St. Martin d´Ardèche, Provence), Lothringen (Bitche), 

Rheinland-Pfalz (Igel bei Tier, Mosel), Nordrhein-Westfalen (Gemünd, Urft-See) 

und Belgien (Anhée, Maas) ausgewählt und beprobt.  

Die untersuchten Loci erwiesen sich alle als polymorph und zum Teil als hoch 

variabel.  

Am Locus B3 konnten für alle untersuchten Mauereidechsen insgesamt 38 Marker 

nachgewiesen werden. Locus B3 erwies sich als der Variabelste aller 

untersuchten Loci. Der Ho-Wert (observed Heterozygotie) beträgt über alle 

Populationen 0,66, er reicht von 1,0 (Abruzzen) bis zu 0,28 (Bitche). Damit bleibt 

der in der vorliegenden Arbeit ermittelte Ho-Wert knapp unterhalb des von 

NEMBRINI & OPPLIGER (2003) angegebenen Ho von 0,75. Betrachtet man die 

Allelfrequenzen, so lässt sich eine Gruppierung der Standorte in südliche und 

nördliche vornehmen. Innerhalb der südlichen Standorte wurden 21 (Abruzzen), 

12 (Pula) und 19 (Ardèche) Marker detektiert. An den nördlichen Standorten 

wurden nur 8 (Bitche), 8 (Trier), 5 (Urft) und 3 (Anhée) Marker nachgewiesen. Die 

Allelfrequenzen nehmen von Süd nach Nord deutlich ab. Innerhalb der südlichen 

Standorte weist der Standort Pula mit 12 Markern deutlich weniger Marker als die 

beiden anderen südlichen Populationen auf. Die Variabilität der Allellängen ist an 

den beiden südlichen Standorten Abruzzen und Ardèche deutlich größer als an 

den nördlichen Standorten. Innerhalb der südlichen Standorte weist der Standort 

Pula mit Allellängen von 157-177 bp eine viel geringere Spannbreite auf als die 

beiden anderen südlichen Populationen (141-183 bp). Es kommt an den 

nördlichen Standorten, besonders an der Urft und Anhée mit nur 8 bzw. 3 Markern 

zur Allelfixierung und zu einem Verlust der genetischen Variabilität. Es wurden für 

den Locus B3 unter anderem Allele mit nur einem Basenpaar Unterschied 

detektiert. Dies ist möglich, da es sich um einen zusammengesetzten 

Mikrosatelliten handelt, bei dem mehrere Mutationen in verschiedenen 
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Repeateinheiten abgelaufen sein können. So lässt sich ein Ein-Basenpaar-

Unterschied mit dem Fehlen eines 4er Repeats und dem Dazukommen eines 3er 

Repeats oder mit dem Dazukommen eines 2er Repeats und dem Fehlen eines 3er 

Repeats erklären. GARDNER et al. (2000) untersuchten Mikrosatelliten-

Mutationen in 19 Gelegen der Australischen Echse Egernia stokesii. Sie fanden 

einige der bis dahin höchsten beschriebenen Mutationsraten bei 2 Loci. Sie 

untersuchten 150 Tiere mittels 7 Loci. Pro Locus konnten sie 7 bis 24 Marker 

nachweisen. Die von ihnen beobachtete Heterozygotie lag zwischen 0,793 und 

0,915. Die ermittelten Allellängen variierten pro Locus bis zu 78 bp Länge. Damit 

sind die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Werte der Markerzahlen mit denen 

von GARDNER vergleichbar, wobei bei Locus B3 für Podarcis muralis sogar 38 

Marker nachgewiesen wurden. An allen anderen Loci konnten mit der 

Untersuchung von GARDNER vergleichbare Markerzahlen nachgewiesen werden.  

 

Am Microsatelliten-Primer B4 konnten insgesamt 13 Marker detektiert werden. Der 

über alle Populationen ermittelte beobachtete Heterozygotie von 0,28 liegt deutlich 

unter dem von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) ermittelten Wert (Ho: 0,53). Nur 

die Populationen Ardèche (0,44) und Bitche (0,50) haben ähnlich hohe Ho-Werte 

wie von NEMBRINI & OPPLIGER angegeben. Die Populationen Abruzzen (0,14), 

Pula (0,27), Trier (0,31), Urft (0,16) und Anhée (0,10) haben sehr geringe Ho-

Werte. Die Anzahl der Marker ist mit 13 mehr als doppelt so groß als von 

NEMBRINI & OPPLIGER beschrieben (6 Allele). Bei Betrachtung der 

Allelfrequenzen lässt sich ein ähnliches Bild wie beim Locus B3 mit Abnahme der 

Markerzahl von Süd nach Nord beobachten. Der Standort Pula weist mit 4 

verschiedenen Allelen deutlich weniger Allele auf als die beiden anderen südlichen 

Standorte Abruzzen (8 Allele) und Ardèche (9 Allele). Die nördlichen Standorte 

weisen mit 5 (Bitche), 3 (Trier), 4 (Urft) und 2 (Anhée) deutlich reduzierte 

Allelfrequenzen auf. Es kommt an den nördlichen Standorten zur Allelfixierung und 

zu einem Verlust der genetischen Variabilität. Auch am Standort Pula kommt es 

mit nur 4 Allelen zu einer Allelfixierung und einer eingeschränkten genetischen 

Diversität. 
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Am Microsatelliten-Locus B7 wurden 20 Marker detektiert. NEMBRINI & 

OPPLIGER (2003) gaben eine Ho von 0,80 an. Sie ermittelten 4 verschiedene 

Allele bei 5 Tieren. Mit 20 Allelen beträgt der von mir ermittelte Wert das 5-fache. 

In der vorliegenden Arbeit wurde über alle Populationen ein Ho-Wert von 0,61 

ermittelt. Die Allelfrequenzen sind über alle Populationen gleichmäßig verteilt. Bei 

den Standorten Anhée und Bitche kommt es mit nur 4 bzw. 6 ermittelten Markern 

zu einer leichten Allelfixierung. Alle anderen Standorte weisen mit 8 bis 11 

Markern eine vergleichbare Markerzahl auf. Es lässt sich, anders als bei den Loci 

B3 und B4, keine eindeutige Populationsstrukturierung in eine südliche und eine 

nördliche Gruppe nachweisen. Alle Allele, die in Anhée detektiert werden, treten 

auch am Standort Ardèche auf. So kommt das Allel mit 137 bp nur an diesen 

beiden Standorten vor. Eine Verbindung der beiden Standorte, zumindest in 

historischer Zeit, ist somit gegeben. 

 

Am Locus C9 konnten insgesamt 19 verschiedene Marker ermittelt werden. Es 

wurden Allellängen von 130 bis 181 Basenpaaren (bp) detektiert. Von NEMBRINI 

& OPPLIGER (2003) wurden 4 verschiedene Allele bei 14 Tieren detektiert. Die in 

der hier vorliegenden Arbeit ermittelte Ho ist mit 0,50 identisch mit der von 

NEMBRINI & OPPLIGER beschriebenen Ho. Mit 19 ermittelten verschiedenen 

Allelen weicht der Wert in der vorliegenden Arbeit erheblich von dem von 

NEMBRINI & OPPLIGER angegebenen Wert (4) ab. Lediglich an den nördlichen 

Standorten wurden nur 4 (Bitche, Trier, Urft) bzw. 2 Allele (Anhée) ermittelt. An 

den südlichen Standorten wurden 10 (Abruzzen), 6 (Pula) und 8 (Ardèche) Marker 

ermittelt. Ähnlich wie bei den beiden Loci B3 und B7 lässt sich eine Abnahme der 

Allelfrequenzen von Süd nach Nord nachweisen, wobei auch wieder der Standort 

Pula mit 6 ermittelten Allelen eine geringere Allelfrequenz aufweist als die beiden 

anderen südlichen Populationen. Am Standort Anhée lässt sich deutlich eine 

Allelfixierung nachweisen. Bei den nördlichen Populationen lässt sich eine 

verringerte genetische Variabilität erkennen. Von allen ermittelten Allelen kommt 

nur Allel 1 (130 bp) in den südlichen und in einer nördlichen Population (Urft) vor. 

Ansonsten konnten an den südlichen und den nördlichen Standorten 

ausschließlich populationsspezifische Marker nachgewiesen werden. Dies lässt 

sich mit einer Mutation im Bereich zwischen den Mikrosatelliten-Repeats erklären. 
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Da es sich um einen zusammengesetzten Mikrosatelliten mit zwei 3er Repeats 

und drei Basenpaaren zwischen den Repeats handelt, lässt sich der Ein-

Basenpaar-Unterschied mit dem Wegfall oder dem Dazukommen eines 

Basenpaares in der Region außerhalb des Mikrosatelliten erklären. Dies scheint 

umso wahrscheinlicher, da der Ein-Basenpaar-Unterschied zwischen Tieren der 

südlichen und Tieren der nördlichen Populationen auftritt. Tiere, bei denen z. B. 

das Allel mit 154 bp detektiert wurde, kommen nur in den südlichen Populationen 

Abruzzen, Pula und Ardèche vor, das 155 bp Allel kommt nur in den nördlichen 

Populationen Bitche, Trier, Urft und Belgien vor.  

 

Mit dem Microsatelliten-Primer C24 wurden insgesamt 14 Marker mit Allellängen 

von 171 bis 298 bp detektiert. Diese Allellängenunterschiede sind größer als von 

GARDNER et al. (2000) beschrieben. Sie konnten Allellängenunterschiede von 

maximal 78 bp bei 2 Loci der Australischen Echse Egernia stokesii nachweisen.  

Die populationstypischen Allele 1 (171 bp) und 14 (298 bp) wurden nur am 

Standort Abruzzen nachgewiesen. Dieser Standort ist für die große Spanne (127 

bp) der Allellängen verantwortlich. Über die anderen Standorte beträgt die Spanne 

der Allellängen lediglich 20 bp (190-210 bp). Allel 1 (171 bp) ist 19 bp kürzer als 

das nächst größere Allel, Allel 14 (298 bp) ist 88 bp länger als das nächst kürzere 

Allel. Welche Art von Mutation die großen Längenunterschiede der Allele 

verursacht, kann nicht angegeben werden, da der Locus in der vorliegenden 

Arbeit nicht sequenziert wurde.   

Von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) wurde die Größe des geklonten Allels mit 

205 Basenpaaren, 4 verschiedene Allele bei 13 Tieren, sowie eine Ho von 0,61 

angegeben. Mit 14 verschiedenen Allelen wurden mehr als dreimal so viele Allele 

detektiert, als von NEMBRINI & OPPLIGER angegeben. Dies lässt sich damit 

erklären, dass in der vorliegenden Arbeit mehrere Standorte und mehr Tiere 

untersucht wurden. Über alle Populationen hinweg wurde ein Ho-Wert von 0,51 

ermittelt. Marker 10 entspricht dem von NEMBRINI & OPPLIGER geklonten Allel 

mit 204 bp. Dieses Allel wurde in der vorliegenden Untersuchung am häufigsten 

detektiert. Am Standort Pula fehlt es völlig. Es wurden Allele mit nur einem 

Basenpaar Unterschied detektiert. Dies ist möglich, da es sich beim Locus C24 

um einen zusammengesetzten Mikrosatelliten handelt, bei dem mehrere 



142 

 

Mutationen in verschiedenen Repeateinheiten abgelaufen sein können. So lässt 

sich ein Ein-Basenpaar-Unterschied mit dem Wegfall eines 4er Repeats und dem 

Dazukommen eines 3er Repeats erklären. Im Gegensatz zu den Loci B3, B4 und 

C9 kommt es beim Locus C24 nur eingeschränkt zu einer Abnahme der 

Markerzahl von Süd nach Nord. Der Standort Abruzzen zeigt die meisten Allele 

(9), der Standort Anhée zeigt nur 3 Allele weniger, der Standort Trier zeigt mit 3 

Markern eine deutliche Reduzierung der Allelfrequenz. Allel 10 (210 bp) kommt 

nur bei Tieren der Standorte Bitche und Anhée vor, Allel 11 (207 bp) nur bei 

Tieren der Standorte Pula und Bitche. Die Allele 4 und 12 sind exklusive Marker 

des Standortes Anhée. Solche populationstypischen Marker können nur über eine 

länger dauernde Einschränkung des Genflusses zwischen den Standorten erklärt 

werden.  

 

Bei der Auswertung der Fragmentlängen des Locus A7 fielen neben den 

erwarteten Allelen von etwa 182 bp besonders bei Tieren der Standorte Abruzzen 

und Pula Fragmentlängen von etwa 400 bp auf. Um eine Fehlamplifikation bei der 

PCR auszuschließen, wurde die Annealing Temperatur schrittweise von den 

empfohlenen 61°C bis auf 63°C erhöht. Die Amplifikation der Marker bei ca. 

400 bp erwies sich als gut reproduzierbar, eine Fehlamplifikation eines 

Nebenproduktes konnte ausgeschlossen werden. Bei der Auswertung der 

Fragmente mittels der Kapillarelektrophorese mit dem ABI PRISM™ 310 konnte 

bestätigt werden, dass es sich um einen Mikrosatelliten handelt. Zur weiteren 

Abklärung wurden einige Mikrosatelliten-Loci von etwa 400 bp sequenziert. Auch 

dabei konnte der Mikrosatellit eindeutig nachgewiesen werden. 

Allellängenunterschiede von 252 bp Länge sind mehr als dreimal gößer als von 

GARDNER et al. (2000) bei 2 Loci bei Egernia stokesii beschrieben. Ein solch 

großer Längenunterschied lässt sich durch eine Insertion eines größeren 

Basenpaarbereichs erklären. 

Die Sequenzierung erfolgt nach SANGER im Cycle Sequencing Verfahren (s. Kap. 

5.6.2) unter Verwendung der DNA Taq Polymerase und fluoreszenzmarkierten 

Primern (Dye Primer Sequenzing). Eine im Manual des ABI PRISM™ 310 

empfohlene Denaturierung der Cycle-Sequencing-Produkte bei 94°C wurde nach 
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Rücksprache mit Applied Biosystems nicht durchgeführt. Eine Denaturierung ist 

überflüssig, da nur Einzelstränge amplifiziert werden. 

Von der Sequenzierungssoftware wurde die Basenfolge der Forward-

Sequenzierung mit der Basenfolge der Revers-Sequenzierung verglichen und der 

Unterschied in der Basenfolge mittels ** markiert. Durch die Sequenzierung 

konnte nachgewiesen werden, dass es sich um einen Mikrosatelliten handelt, bei 

dem wahrscheinlich mehrere Mutationen stattgefunden haben. Bei den Mutationen 

handelt es sich zum einen um einen Basenaustausch (** in Abb. 48) von GC und 

CG zu der von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) angegebenen Basenfolge. Um 

weitere Unterschiede erkennen zu können, wurde die Basenabfolge des 

Sequenzierungsergebnisses (Probe Pula 7, Abb. 47) mit der Literatur (NEMBRINI 

& OPPLIGER 2003) verglichen. In der jeweils oberen Reihe steht das 

Sequenzierungsergebnis, in der jeweils unteren Reihe steht die erwartete 

Basenabfolge aus der Literatur. Abweichungen in der Basenabfolge sind in der 

unteren Reihe fett gedruckt.  

 

FOR-PRIMER:                                                  GTT AGG ATG CCT      19 mal  GT   

FOR-PRIMER: GCG CTG AAA CTT CCT GT GTT AGG AAT GGC A  18 mal  GT   
ATT TCA TGA CTC CGA TGG GGC TGC CCC TGC TGC CAC CTT CTG TGT  

ATA TCA TGA CTC CGA TGG GGC TAC CCC TGC TGC CAC CTT CTG TGT  
 
ATT GCA TTG CAC TAG ATC AGG GGT CTG CAA C  

ACT GCA TTG CAC TAG ATG GTC CTT GGG ATA C –REV-Primer 

 

Die in der Literatur aufgeführten Basen nach dem Forward-Primer (GCG CTG 

AAA CTT CCT GT) fehlen im Sequenzierungsergebnis völlig. 

Die folgenden sequenzierten Basen gehen über den Bereich des Revers-Primers 

in der Literatur hinaus. Übereinstimmungen im Bereich nach dem Revers-Primer 

zwischen Literatur und Sequenzierung konnten keine gefunden werden.  

 

CT TTA AGA CAA AAA GAG CCA AGA AAA AAA AAA CTG GGA GCC GCA 

AAA CCA TTG CGA CAT TTA AA ACA GTG GGG AGT GTC GGG GCA CAC 

AAT GCG GCT CCT CCC CTT GCT AGT ATC CTC CCC GGA GCC GCG GCA 

AAG GTG TAA AAG AGC CAC ATG CGG CTC CGG AGC CCG GGG TTT GCT 
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CAC CCC TGC ACT AGA TGG TCC TTG GAC TAC CCT TCC CCT CTG CAA T -

REV-Primer 

Im Gegensatz zur Literatur lagert sich bei einigen Tieren aus den Abruzzen und 

Pula der Reverse-Primer erst nach einer zusätzlichen etwa 200 Basenpaar langen 

Sequenz an. Da die Sequenzierung vom Foreward-Primer sowie vom Revers-

Primer ausgehend bis auf den Basenaustausch (**) übereinstimmen, kann von 

einer korrekten Sequenzierung des Locus ausgegangen werden.  

In Abb. 39 sind deutlich die großen Höhenunterschiede der Peaks des 

Mikrosatelliten erkennbar. Diese würden den Verdacht nahe liegen lassen, dass 

es sich nicht um einen heterozygoten Mikrosatelliten, sondern bei einem der 

Peaks um ein Nebenprodukt handelt. Im obigen Fall ist der Höhenunterschied 

durch die extrem weit entfernten Peaks (206 bp Längenunterschied) zu erklären. 

Die großen Höhenunterschiede der Peaks erklären sich durch die größere 

Halbwertsbreite bei zunehmender Retentionszeit. In Abb. 40 ist ein heterozygoter 

Mikrosatellit (Locus A7, Probe Pula 2) mit Allellängen von 394 und 400 bp 

abgebildet. Deutlich sichtbar sind im Gegensatz zur Probe Pula 3 (Abb. 39) die 

gleich hohen Peaks des heterozygoten Mikrosatelliten-Locus. Der 

Längenunterschied zwischen beiden Peaks in Abb. 41 beträgt nur 6 bp. Diese 

gleich hohen Peaks bestätigen bei annähernd gleicher Allellänge, dass es sich um 

einen heterozygoten Mikrosatelliten handelt. In Abb. 41 ist ein heterozygoter 

Mikrosatellit Locus A7 mit Allellängen von 186 und 198 bp dargestellt. Die 

Höhenunterschiede der amplifizierten Peaks sind geringer ausgeprägt als in 

Abb. 39. Diese geringere Höhendifferenz ist durch den geringeren 

Längenunterschied der Allele (Differenz von 12 bp) zu erklären. Durch das 

„sägezahnartige“ Ansteigen der beiden Peaks ist eine Identifizierung als 

heterozygoter Mikrosatelliten-Locus eindeutig möglich.  

Am Microsatelliten-Primer A7 konnten insgesamt 22 Marker mit Längen von 168 

bis 410 bp detektiert werden. NEMBRINI & OPPLIGER (2003) wiesen 7 Allele bei 

14 untersuchten Tieren nach. Die Größe des geklonten Allels betrug 182 bp. Sie 

gaben einen Ho von 0,714 für den Locus A7 an. Die in der vorliegenden Arbeit 

ermittelte Heterozygotie liegt zwischen 0,3 und 0,9. Den höchsten Ho-Wert erreicht 

die Population Bitche. Mit 22 verschiedenen Allelen liegt die Allelzahl mehr als 

doppelt so hoch als von NEMBRINI & OPPLIGER (2003) angegeben. Über alle 



145 

 

Populationen hinweg wurde ein Ho-Wert von 0,63 ermittelt. Es konnte kein Allel 

der Länge 182 bp (Größe des von NEMBRINI & OPPLIGER geklonten Allels) in 

der vorliegenden Arbeit detektiert werden. Nur bei Tieren der beiden südlichen 

Populationen Abruzzen und Pula (außerdem bei einem Tier aus der Ardèche) 

konnten die deutlich größeren Marker 14 bis 22 (390 bp – 410 bp) nachgewiesen 

werden. Diese Allele wären, wegen der südlichen Lage, auch bei Tieren des 

Standortes Ardèche öfters zu erwarten gewesen. Eine länger andauernde 

Einschränkung des Genflusses zwischen der südlichen Population Ardèche 

einerseits und den beiden Populationen Abruzzen und Pula anderseits, lässt sich 

somit mit dem Locus A7 nachweisen.  

Ähnlich wie bei den Loci B3, B4, C9 und eingeschränkt C24 lässt sich eine 

Abnahme der Allelfrequenzen von Süd nach Nord nachweisen, wobei auch wieder 

der Standort Pula mit 7 ermittelten Allelen eine geringere Allelfrequenz aufweist 

als die beiden anderen südlichen Populationen (Abruzzen: 14 Marker, Ardèche: 10 

Marker). An den nördlichen Standorten wurden in Bitche 6, in Trier 6, in Urft 4 und 

in Anhée nur 3 Marker nachgewiesen. Die Längenvariation der Allele ist an den 

beiden südlichen Standorten Abruzzen, Pula und Ardèche deutlich größer als an 

den nördlichen Standorten. Alle Allele der nördlichen Populationen kommen auch 

am Standort Ardèche vor, mit Ausnahme des Allels mit 196 bp, welches nur am 

Standort Bitche auftritt. Insgesamt kann man von einer deutlich höheren 

genetischen Variabilität der südlichen Standorte gegenüber den nördlichen 

Standorten für den Locus A7 ausgehen. Besonders die beiden südlichen 

Standorte Abruzzen und Pula müssen in historischer Zeit in Verbindung 

gestanden haben, da sonst nicht die Mikrosatelliten-Marker mit 390-410 bp Länge 

an beiden Standorten vorzufinden wären. An den nördlichen Standorten kommt es 

zu einer Allelfixierung und zum Verlust der genetischen Diversität, welche beim 

Standort Anhée am deutlichsten ausgeprägt ist.  

 

Am Locus Lv 4-alpha wurden 16 Marker detektiert. Von ESTOUP et al. (1999) 

wurden für Podarcis muralis Allellängen von 130-158 bp, 14 verschiedene Allele 

bei 16 untersuchten Tieren vom Mont Lozère, sowie eine beobachtete 

Heterozygotie von 0,91 angegeben. Der Ho-Wert von 0,91 konnte in der 

vorliegenden Untersuchung bei keiner Population ermittelt werden. Den höchsten 
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Ho-Wert erreichen die Populationen Urft und Bitche mit jeweils 0,75. Über alle 

Standorte wurde ein Ho-Wert von 0,61 ermittelt. Mit 16 verschiedenen detektierten 

Allelen wurden 2 mehr als von ESTOUP ermittelt. Mit detektierten Allellängen von 

98 bis 146 Basenpaaren weichen die ermittelten Allellängen von denen, die 

ESTOUP ermittelt hat, ab (130-158 bp). An der Ardèche, dem Probenahmegebiet 

das dem Mont Lozère am Nächsten liegt, wurden Allellängen von 98 bis 126 bp 

ermittelt. Sie sind alle kürzer als von ESTOUP angegeben. Wie bei den Loci B3, 

B4, C9, A7 und mit Einschränkungen C24 lässt sich eine deutliche Abnahme der 

Allelfrequenzen von Süd nach Nord beobachten. In den südlichen Standorten 

wurden bei Tieren aus den Abruzzen 13, am Standort Pula 8 und am Standort 

Ardèche 10 Marker detektiert. In den nördlichen Populationen wurde am Standort 

Bitche 7, am Standort Trier 5, am Standort Urft 8 und am Standort Anhée nur 3 

Marker ermittelt. Es kommt am Standort Urft zu einer Zunahme der Marker 

gegenüber den restlichen nördlichen Standorten. Am Standort Anhée werden, wie 

bei fast allen anderen Loci auch (mit Ausnahme Locus C24), die wenigsten Marker 

nachgewiesen. Auch über den Locus Lv 4-alpha lässt sich eine Allelfixierung und 

eine Abnahme der genetischen Diversität in den nördlichen Populationen 

nachweisen. Alle Allele, die in den nördlichen Populationen nachgewiesen werden 

konnten, sind mit Ausnahme des Allels 108 bp (Bitche), auch am Standort 

Ardèche vorhanden. Betrachtet man in Bezug auf die nördlichen Populationen den 

Standort Abruzzen, so sind auch hier, mit Ausnahme des Allels von 128 bp, alle 

Allele detektiert worden. Eine Verbindung zwischen den nördlichen Standorten 

und den Populationen Ardèche sowie Abruzzen kann somit angenommen werden. 

Am Standort Pula „fehlen“ 4 Allele, die in nördlichen Populationen nachgewiesen 

wurden. Zwei Allele kommen nur am Standort Pula vor, 3 nur am Standort 

Abruzzen. Diese populationsspezifischen Allele lassen auf eine länger 

andauernde Separierung der Populationen schließen.  

 

Am Locus Lv 3-19 konnten 16 Marker detektiert werden. Mit detektierten 

Allellängen von 141 bis 173 bp, 16 Markern und einem Ho-Wert von 0,71 weichen 

die Werte nur gering von denen durch ESTOUP et al. (1999) für Podarcis muralis 

ermittelten Werten ab. Lediglich die Markerzahl ist doppelt so hoch wie von 

ESTOUP angegeben. An der Ardèche wurden gleich viele Marker wie von 
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ESTOUP am Mont Lozère detektiert. Bei Betrachtung der Allelfrequenzen fällt auf, 

dass die Population von Pula (12 ermittelte Marker) mehr Allele als die beiden 

anderen südlichen Populationen (Abruzzen 9 Marker, Ardèche 8 Marker) besitzt. 

An den nördlichen Standorten wurden am Standort Bitche 7, am Standort Trier 7, 

am Standort Urft 6 und am Standort Anhée auch 6 Marker detektiert. Eine 

Abnahme der Allelfrequenzen von Süd nach Nord ist auch mit dem Marker Lv 3-19 

nachweisbar, die Abnahme fällt aber nicht so deutlich aus wie bei den Loci B3, B4, 

B7, C9, A7 und Lv 4-alpha. Populationsspezifische Marker wurden nur für die 

Population Pula nachgewiesen (167, 169,171,173 bp).  

 

Über allen Standorten läßt sich über die Allelfrequenzen eine deutliche Abnahme 

der Markerzahl von Süd nach Nord beobachten (Abb. 57). Die höchsten 

Markerzahlen und somit die höchste genetische Diversität besitzen die beiden 

südlichen Standorte Abruzzen (95 Marker) und Ardèche (78 Marker). Je weiter 

nördlich der Probenahmestandort liegt, desto geringer ist die nachgewiesene 

Markerzahl. Die drei nördlichen Standort Bitche, Trier und Urft besitzen mit 42-47 

Markern eine ähnlich hohe Markerzahl, der Standort Anhée weist mit 29 deutlich 

weniger Marker auf als alle anderen Populationen. Gegenüber dem Standort 

Abruzzen besitzt der Standort Anhée weniger als ein Drittel an Markern.  
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Abb. 57: Gesamtmarkerzahl pro Standort, alle Loci 

 

Das Hauptaugenmerk der Untersuchungen lag auf der Ermittlung der genetischen 

Diversität. Sie beschreibt die Vielfalt in der genetischen Zusammensetzung der 

Podarcis muralis -Populationen (Kap. 5.7 und 6.5). Die genetische Diversität ist 

das Ergebnis der Evolution und folglich das Resultat der Wirkung verschiedener 

Evolutionsfaktoren, insbesondere von Mutation, Selektion, genetischer Drift und 

der Migration von Populationen.  

Bei Betrachtung der Heterozygotie-Statistik zeigt sich in allen untersuchten 

Populationen eine durchschnittliche beobachtete Heterozygotie (Ho). Population 

Anhée weist dabei mit 0,44 die geringste, die Populationen Ardèche und Bitche 

weisen mit 0,67 beziehungsweise 0,62 die höchste beobachtete Heterozygotie 

auf. Die Hexp-Werte liegen über alle Loci höher als die ermittelten Ho-Werte. Dies 

deutet auf Inzucht („Inbreeding“) hin. Aus den ermittelten Heterozygotie-Werten 

lässt sich eine durchschnittliche Heterozygotie über alle Populationen ableiten und 

eine gewisse Inzucht („Inbreeding“) besonders für Population Anhée 

interpretieren.  

Betrachtet man im Folgenden die genetischen Ähnlichkeiten, so wird die geringste 

genetische Ähnlichkeit mit 0,205 zwischen den Populationen Pula und Bitche 

berechnet. Die größte genetische Ähnlichkeit besteht mit 0,782 zwischen den 
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Populationen Trier und Urft. Die größte genetische Ähnlichkeit für Population 

Abruzzen besteht zur Population Pula mit 0,555, die zweitgrößte genetische 

Ähnlichkeit für Population Abruzzen besteht mit 0,425 zur Population Ardèche. 

Auffallend sind die geringen genetischen Ähnlichkeiten (unter 0,33) zwischen der 

Population Pula und allen anderen Populationen (außer zum Standort Abruzzen). 

Die Population Bitche hat trotz geographisch geringerer Distanz zur Population 

Anhée eine geringere genetische Ähnlichkeit als zur viel weiter entfernten 

Population Ardèche. Relativ hoch sind die genetischen Ähnlichkeiten zwischen 

den Populationen Trier und Urft, Trier und Anhée sowie Urft und Anhée, wobei bei 

vergleichbarer geographischer Entfernung die genetischen Ähnlichkeiten zur 

Population Anhée bei allen Populationen abnimmt. Eine Korrelation der 

genetischen Ähnlichkeiten und der geographischen Lage der Populationen 

zueinander ist, mit Ausnahme der Population Anhée, gegeben. Die genetische 

Ähnlichkeit zwischen den Populationen Urft und Anhée ist viel geringer (um eine 

Differenz von 0,21) als zur Population Trier, trotz vergleichbarer geographischer 

Entfernung.  

Im Weiteren werden die genetische Distanz und der Genfluss zwischen den 

untersuchten Populationen betrachtet. Genfluss ist der Austausch von Allelen 

zwischen Populationen durch Austausch von Individuen (Migration). Die wichtigste 

Auswirkung von Genfluss ist die Einbringung neuer Allele und somit die Erhöhung 

der genetischen Variabilität. Zur Untersuchung des Genflusses werden aufgrund 

ihrer geographischen Lage Populationen zu Gruppen zusammengefasst. Dabei 

liegt es nahe, südliche Populationen (Abruzzen, Pula, Ardèche) und nördliche 

Populationen (Bitche, Trier, Urft und Anhée) zu unterscheiden. Der Genfluss kann 

unter anderem durch die „Inzucht-Werte (FIS), die genetische Distanz (FST) und die 

Genflussrate (Nm*) beurteilt werden. Bei der Betrachtung der „Inzucht-Werte (FIS) 

kann eine nur geringe Separierung der Gruppen beobachtet werden. Dies ändert 

sich auch nicht, wenn man Population Ardèche zur nördlichen Gruppe 

hinzunimmt. Betrachtet man die FST-Werte zur Beschreibung der genetischen 

Distanz, so lassen sich eine vergleichsweise geringe genetische Distanz zwischen 

den südlichen Populationen und eine relativ große genetische Distanz innerhalb 

der nördlichen Gruppe und zwischen allen Populationen nachweisen. Über 

Genflussschätzungen wird geprüft, ob sich die Populationen in Gruppen mit 
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hohem und geringem genetischen Austausch gliedern lassen. Die Genflussrate ist 

innerhalb der Gruppe 1 (Süd, Nm* = 2,1649) höher als in Gruppe 2 (Nord, Nm* 

1,2852). Sie ist fast doppelt so hoch als über alle Populationen (Nm* 1,0974).  

Im Folgenden wird die Gruppenzusammensetzung anders gewählt. In Gruppe 1 

werden die Populationen Abruzzen und Pula zusammengefasst und den restlichen 

Populationen (inkl. Ardèche) gegenübergestellt. Innerhalb der Gruppe 1 steigt der 

Genfluss auf 3,420, innerhalb der Gruppe 2 bleibt die Genflussrate mit 1,262 fast 

unverändert. Somit lässt sich innerhalb der drei südlichen Standorte eine engere 

genetische Verbindung zwischen den Standorten Abruzzen und Pula als zum 

Standort Ardèche ableiten. Dass die Genflussrate zwischen den nördlichen 

Standorten annähernd gleich bleibt, ist umso bedeutender, da mit dem Standort 

Ardèche eine ca. 600 km entfernte Population mit einbezogen wird. Hier wäre eine 

Abnahme der Genflussrate zu erwarten gewesen.  

Mit Hilfe des Genflusses wird überprüft, ob eine Differenzierung der Populationen 

über die geographische Entfernung gegeben ist. (Isolation by distance – Modell). 

Grundlage dieses Modells ist, dass mit zunehmender geographischer Entfernung 

die Wahrscheinlichkeit des Genaustauschs sinkt und somit die Maße der 

genetischen Distanz ansteigen. Der Zusammenhang von Genfluss und 

geographischer Entfernung ist mit einem Bestimmtheitsmaß von R2 = 0,596 

positiv. Es besteht ein signifikanter Zusammenhang (Mantel-Test: p < 0,0001). 

Damit kann ein gewisser Einfluss der geographischen Entfernung auf die 

genetische Differenzierung nachgewiesen werden, der aber nicht stark ausgeprägt 

ist.  

Bei der genetischen Struktur kann für die analysierten Podarcis muralis –

Populationen eine eher geringe genetische Strukturierung mittels AMOVA 

nachgewiesen werden. Die genetische Variation zwischen den sieben 

Populationen erklärt 18,6 % der Gesamtvariation, wobei über 80 % der 

Gesamtvarianz innerhalb der untersuchten Populationen zu finden ist. Unterteilt 

man die Populationen in zwei Gruppen (erste Gruppe: Abruzzen und Pula, sowie 

als zweite Gruppe: Ardèche, Bitche, Trier, Urft und Belgien), ergibt die 

Varianzanalyse, dass noch 16,4 % der genetischen Varianz zwischen den 

Populationen innerhalb der beiden Gruppen liegen, wobei nur 4,3 % der 

genetischen Varianz zwischen den beiden Gruppen zu finden ist, was auf eine nur 
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geringe Populationsstrukturierung hinweist. Die genetische Varianz innerhalb der 

untersuchten Populationen bleibt mit 79,4 % auf ähnlich hohem Niveau. Alle 

berechneten Differenzierungen der Populationsstruktur erweisen sich als 

hochsignifikant (P < 0,001).  

BENDER (1999) untersuchte in ihrer Arbeit sechs deutsche Mauereidechsen-

Populationen (Rüdesheim, Kaub am Rhein, Offenburg, Heilbronn, Marienthal an 

der Ahr und Zell an der Mosel) und eine italienische Referenz-Population 

(Gardasee). Ein Hauptinteresse galt der Analyse der genetischen Struktur der 

Populationen, insbesondere hinsichtlich der Auswirkungen anthropogener 

Habitatveränderungen. Die AMOVA der deutschen Populationen zeigte, dass der 

mit Abstand höchste Varianzanteil (fast 94 %) innerhalb der Populationen zu 

finden war. Selbst bei Hinzunahme der italienischen Population vom Gardasee 

erhöhte sich der Varianzanteil zwischen den Populationen nur von etwa 6 auf 

16 %, was auf eine eher nur geringe genetische Strukturierung der Populationen 

hindeutete. Vor allem die deutschen Eidechsen-Populationen zeigten eine hohe 

genetische Homogenität bei relativ hohem Genfluss zwischen den analysierten 

Populationen. Dies wurde als Hinweis auf einen gemeinsamen Genpool und damit 

einen regen Austausch von Migranten angesehen. Die in der hier vorliegenden 

Untersuchung analysierten P. muralis -Populationen zeigen eine ähnliche 

genetische Strukturierung. Die AMOVA aller sieben Populationen ergab, dass der 

ermittelte Varianzanteil zwischen den Populationen mit 18,6 % ähnlich hoch 

ausfällt wie in der Untersuchung von BENDER (1999). GASSERT (2000) 

untersuchte isolierte Populationen der Mauereidechse (Podarcis muralis) in Trier 

mittels der RAPD-PCR Methode. Die AMOVA aller vier Populationen ergab, dass 

der ermittelte Varianzanteil zwischen den Populationen 36 % betrug, also etwa 

doppelt so hoch als bei BENDER (1999), sogar zwischen den isolierten Trierer 

Populationen betrug der Varianzanteil noch 23 %. Die Migrationsbarrieren, die 

einen Genfluss völlig unterbinden, scheinen für den hohen Varianzanteil 

verantwortlich. BAHL et al. (1997) untersuchten mit der RAPD-Methode die 

genetische Substrukturierung von fünf Zauneidechsen (Lacerta agilis)-

Populationen in der Region Halle-Leipzig, um die Bedeutung verschiedener 

Isolationsfaktoren zu bewerten. Es zeigte sich, dass die Saale eine größere 

Isolationsbarriere zwischen ihr gegenüberliegenden Eidechsen- Populationen 
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(räumliche Distanz ca. 5 km) darstellt als die geographische Distanz von etwa 

60 km auf der gleichen Flussseite. Auch bei dieser Untersuchung (BAHL 1997) 

ergab die AMOVA mit 84,3 % Varianzanteil innerhalb der analysierten 

Populationen eine im Vergleich zu den hier vorliegenden Untersuchung von P. 

muralis (Varianzanteil innerhalb der Populationen 81,4 %) nur vergleichsweise 

geringe genetische Substrukturierung zwischen den Populationen, was wiederum 

zu vergleichbaren Ergebnissen führt. Die Autoren folgerten aus ihren Ergebnissen, 

dass schon Barrieren von geringer räumlicher Ausdehnung den Austausch 

zwischen den Zauneidechsen-Populationen stark beeinträchtigen können.  

Mit Hilfe einer Clusteranalyse wurden die untersuchten Mauereidechsen-

Populationen hinsichtlich genetischer Ähnlichkeiten eingeteilt. Im UPGMA-

Dendrogramm wird eine Unterteilung in zwei Hauptgruppen sichtbar, wobei die 

Standorte Abruzzen und Pula zusammen gruppiert werden und von den restlichen 

Populationen deutlich getrennt sind. Innerhalb der zweiten Hauptgruppe clustern 

die Populationen Trier und Urft mit dem geringsten Abstand, gefolgt in 

aufsteigender Entfernung von den Populationen Bitche, Anhée und der Population 

Ardèche. Die Population Ardèche liegt der Hauptgruppe mit den Populationen 

Abruzzen und Pula am nächsten, was den geographischen Gegebenheiten 

entspricht.  

Die Zugehörigkeit der einzelnen Tiere zu ihren Herkunftsgebieten wurde mittels 

Diskriminanzanalyse überprüft. Durch die Diskriminanzanalyse werden keine 

Gruppen gebildet, sondern man geht von einer vorhandenen Gruppierung (den 

sieben Populationen) aus und überprüft die Qualität dieser Gruppierung. Nach der 

Ermittlung der ersten Diskriminanzachse sind in der Regel die 

Überlappungsbereiche so groß, dass weitere Achsen bestimmt werden können. 

Im vorliegenden Fall sind 3 Funktionen ausreichend. Mit Hilfe der ersten 3 Roots 

werden 88,35 % der Fälle erklärt. Eine klare Gruppierung der Tiere wird 

erkennbar. Deutlich werden bei der Darstellung Root 1 - Root 3 die Populationen 

Abruzzen, Pula und Ardèche von den übrigen Populationen getrennt. Die übrigen 

Populationen gruppieren nahe zusammen, mit Ausnahme einiger Tiere von Bitche. 

Mit der Darstellung Root 1 – Root 2 können die Populationen Abruzzen und Pula, 

sowie Ardèche deutlich von den anderen Populationen getrennt werden. Ähnlich 

wie in der Darstellung Root 1 – Root 3 können die Populationen Abruzzen und 
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Pula deutlich von den anderen Populationen getrennt werden, eine Trennung der 

Ardèche von den übrigen Populationen erfolgt nicht, dagegen wird die Population 

Anhée von den übrigen Populationen getrennt.  

Bei der Betrachtung der Klassifikationsmatrix der Diskriminanzanalyse zeigt sich, 

wie viel Prozent der Tiere ihren jeweiligen Populationen richtig zugeordnet 

werden. Innerhalb der Population Abruzzen werden 79 % der Tiere richtig 

zugeordnet. Jeweils ein Tier wird den Standorten Pula, Bitche und Anhée falsch 

zugeordnet. 91 % der Tiere werden dem Standort Pula richtig zugeordnet. Nur ein 

Tier wird dem Standort Ardèche falsch zugeschrieben. Der Population Ardèche 

werden 67 % der Tiere richtig zugeordnet. Drei Tiere werden dem Standort Bitche, 

ein Tier dem Standort Trier und zwei Tiere dem Standort Anhée falsch 

zugeordnet. Alle falsch zugeordneten Tiere werden einem nördlichen Standort 

zugeschrieben, keines einem Südlichen, obwohl dies aufgrund der 

geographischen Entfernung eher zu erwarten gewesen wäre. Der Population 

Bitche werden 75% der Tiere richtig zugeordnet. Drei Tiere werden dem Standort 

Ardèche und zwei Tiere dem Standort Trier falsch zugeordnet. Bei Betrachtung 

der Klassifikationsmatrix für den Standort Trier fällt die mit 46 % geringste richtige 

Zuordnung auf. Vier Tiere werden dem Standort Bitche, drei dem Standort Urft 

falsch zugeschrieben. Kein Tier wird einem südlichen Standort und kein Tier wird 

dem Standort Anhée falsch zugeordnet. Dem Standort Urft werden 67 % der Tiere 

richtig zugeordnet. Je ein Tier werden den Standorten Bitche und Trier und zwei 

Tiere werden dem Standort Anhée falsch zugeordnet. Dem Standort Anhée 

werden mit 95 % die meisten Tiere richtig zugeordnet. Nur ein Tier wird dem 

Standort Urft falsch zugeschrieben. Eine Separierung der Population Anhée von 

den anderen Populationen scheint trotz geringer geographischer Entfernung 

gegeben. Bei Betrachtung der Klassifikationsmatrix fällt auf, dass zwischen den 

drei südlichen Standorten Abruzzen, Pula und Ardèche mit nur zwei Tieren sehr 

wenige Fehlzuordnungen vorkommen. Kein Tier der Ardèche wird einem anderen 

südlichen Standort falsch zugeordnet, und nur ein Tier des Standortes Pula wird 

der Ardèche zugeschrieben. Die Tiere der Ardèche, die falsch zugeordnet werden, 

werden einer nördlichen Population zugeschrieben. Ein Genaustausch zwischen 

dem Standort Ardèche und nördlichen Populationen und zwar von Süd nach Nord 

scheint wahrscheinlich. Ein Genaustausch der anderen südlichen Populationen 
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mit den nördlichen Populationen scheint nur für die Population Abruzzen gegeben. 

Innerhalb der nördlichen Populationen scheint ein Genaustausch zwischen den 

Populationen Trier, Urft und Bitche sehr wahrscheinlich. Der Standort Anhée 

dürfte nur mit dem Standort Urft und eventuell mit dem Standort Ardèche in 

Verbindung stehen. Südliche und nördliche Standorte können deutlich getrennt 

werden, wobei der Standort Ardèche wegen der Falschzuordnungen eher den 

nördlichen Populationen zugeordnet werden muß.  

Abschließend wurde eine Hauptkomponentenanalyse über die genetischen 

Distanzen (NEI 1972) durchgeführt. Über die Hauptkomponente 1 werden 69,8 %, 

über die Hauptkomponente 2 14,1 % der Varianz erklärt. Die einzelnen Standorte 

lassen sich trennen. Als eine Gruppe können die beiden Standorte Abruzzen und 

Pula zusammengefasst werden. Der Standort Ardèche liegt intermediär. Die 

anderen Standorte können als eine zweite Gruppe zusammengefasst werden. Am 

nächsten zueinander liegen die Populationen Trier und Urft. Eine ihrer 

geographischen Lage entsprechende Trennung aller Populationen wurde 

abgebildet. Auch in der dreidimensionalen Darstellung wird eine entsprechende 

Trennung bestätigt.  

In ihr nördliches Verbreitungsgebiet wanderte die Mauereidechse im Zuge der 

Ausbreitung aus zentralitalienischen oder evtl. spanischen bzw. 

südwestmediterranen, in Südfrankreich gelegenen Refugialräumen im Laufe des 

trocken-warmen Postglazial (beginnend ca. 6000-5000 v. Chr., Littorina-Zeit) ein 

(BAMMERLIN et al. 1996). Im Subboreal (ab ca. 2500 v. Chr.) dürfte eine 

Aufsplitterung und Arealregression thermophiler Arten an der nördlichen 

Verbreitungsgrenze erfolgt sein, was durch das Vordringen der Buche erklärt 

werden kann. Jedoch wurden die klimatisch begünstigten Lagen von Rheinland-

Pfalz, Nordrhein-Westfalen, Luxemburgs und Belgiens als alte menschliche 

Siedlungsgebiete bereits im Neolithikum gerodet, was eine Wiederbesiedlung aus 

reliktären oder geschlossenen Vorkommen ermöglichte. Im 13.-16. Jhdt. drang die 

Mauereidechse aufgrund der Klimagunst in weitaus höhere, heute nicht mehr 

genutzte Lagen vor (Zusammenstellung in: BAMMERLIN et al. 1996). Dieses 

Vordringen in weitaus höhere Lagen wirft für die Eruierung der 

Einwanderungswege der Mauereidechse in ihr nördliches Verbreitungsgebiet 

wichtige Fragen auf. Laut BAMMERLIN et al. (1996) sind die isolierten 



155 

 

Vorkommen am Nordrand des Areals als Relikte einer ursprünglich (17. Jhdt.) 

wesentlich ausgedehnteren Verbreitung zu werten. Folglich wäre das Auftreten 

der zwei Unterarten P. m. brogniardi (Belgien, Nordeifel) und P. m. merremia 

(Rhein, Mosel, Bitche) wenig plausibel.  

 

Ausgehend von südwestfranzösischen Refugialräumen lassen sich drei 

Einwanderungswege annehmen:  

4. Über die Burgundische Pforte in den Oberrheingraben, möglicherweise über 

das untere Nahetal, den Ober- und Mittelrhein bis in die Gegend von Bonn. 

5. Über den Saar-, Sauer- und Obermoselraum zur Untermosel und den 

Mittelrhein, ggf. auch über das Bliestal zum oberen Nahebergland. Eine 

Besiedlung von der lothringischen Obermosel her (vgl. BEDRIAGA 1878) wird 

durch die benachbarten deutschen anknüpfenden Vorkommen (vgl. 

GUILLAUME 1982) unterstrichen. 

6. Über die Maas-Rur-Ebene bis zu den auf nordrhein-westfälischem Gebiet 

gelegenen Vorkommen in der Rureifel und dem Vennvorland (HAESE in 

GEIGER & NIEKISCH 1983). 

 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen, dass die genetische Variabilität 

der Mauereidechse (Podarcis muralis) von Süd nach Nord abnimmt. Als 

Refugialraum der nördlichen (deutschen, lothringischen) Populationen kommt, von 

den untersuchten südlichen Standorten, der südfranzösische Standort Ardèche 

am Ehesten in Frage. Am wenigsten wahrscheinlich als Refugialraum für die 

untersuchten nördlichen Populationen konnte der Standort Pula ermittelt werden. 

Vom Standort Abruzzen scheinen Tiere nach Norden in Richtung Pula und 

Ardèche gewandert zu sein. Die genetischen Unterschiede zwischen den 

Standorten Ardèche und den beiden anderen südlichen Standorten sind so groß, 

dass eine Postulierung als Refugialraum der nördlichen Populationen für den 

Standort Südfrankreich (Ardèche) gerechtfertigt scheint. Die Vorkommen der 

Mauereidechse an ihrem nördlichen Verbreitungsrand sind teilweise genetisch 

separiert (Anhée von den anderen nördlichen Populationen).  
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Ein Genaustausch der Trierer (Mosel) und der Urfter (Eifel) Tiere untereinander 

besteht. Eingeschränkt besteht der Genaustausch auch mit den Bitcher 

(Lothringen) Tieren, wohingegen der Genaustausch mit den Belgischen (Anhée) 

Tieren schon lange eingeschränkt ist, oder nicht stattgefunden hat. Aufgrund der 

im Verhältnis zu den anderen Populationen stark reduzierten Allelzahl der 

Population Anhée muß für diesen Standort von einem so genannten bottleneck 

(Flaschenhals) ausgegangen werden.  

Ausgehend von der Hypothese, die heutigen Populationen sind Relikte einer im 

17. Jhdt. wesentlich ausgedehnteren Verbreitung der Mauereidechse 

(BAMMERLIN et al. 1996), wären die genetischen Unterschiede, zumindest die 

der drei nördlichen Populationen Trier, Urft und Anhée etwa gleich ausgeprägt, da 

eine Trennung der Populationen klimatisch bedingt wohl in der gleichen Zeit 

entstanden sein dürfte. Da die genetischen Ähnlichkeiten zwischen den 

Populationen Trier und Urft größer ist, als die genetischen Ähnlichkeiten einer der 

beiden Populationen zu Anhée, müssen unterschiedliche Einwanderungswege der 

Populationen Anhée angenommen werden. Die eher geringen genetischen 

Unterschiede der Population Bitche zu den beiden anderen nördlichen 

Populationen (Trier, Urft), lassen sich über einen evtl. unterschiedlichen 

Einwanderungsweg (Rhône, Rhein) und einen anschließenden Genaustausch mit 

Populationen von Mosel (Trier), Saar, Blies erklären.  

Die Einwanderung der Mauereidechse dürfte von den Südfranzösischen 

Populationen (Ardèche) durch das Rhônetal, die Burgundische Pforte, das 

Rheintal bis zur, in der vorliegenden Arbeit untersuchten Population von Bitche, 

erfolgt sein (Einwanderungsweg 1). Die Trierer und Urfter Tiere dürften über die 

Rhône und den Obermoselraum eingewandert sein. Die Urfter Tiere können von 

der Mosel aus über die Kyll in die Eifel eingewandert sein. Ein Genaustausch über 

die Saar zu den Bitcher Tieren scheint möglich, zumal an Saar sowie der Blies 

(eigene Beobachtungen) und in der Umgebung zu Bitche viele Fundpunkte der 

Mauereidechse gemeldet sind (Einwanderungsweg 2). Die Belgische Population 

(Anhée) dürfte über Frankreich an die Maas eingewandert sein. Die Population 

Anhée scheint über andere Einwanderungswege als die restlichen drei nördlichen 

Populationen besiedelt worden zu sein. Ob es sich beim Standort um eine andere 

Unterart handelt, kann in der vorliegenden Arbeit nicht abschließend beantwortet 
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werden. Der Verdacht, dass sich die zwei Unterarten P. m. brogniardi (Anhée) und 

P. m. merremia (Urft, Trier, Bitche) unterscheiden lassen, scheint sich eher zu 

erhärten, als zu entkräften.  

Die in dieser Arbeit angewandte Mikrosatelliten-Methode hat sich als 

fortschrittliche Methode erwiesen, die weiterhin zur Erhellung ungelöster 

populationsgenetischer Fragen erfolgreich beitragen dürfte.  
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7 Zusammenfassung 

Das Ziel der vorliegenden Arbeit bestand in der vergleichenden Untersuchung der 

genetischen Variabilität und Diversität ausgewählter Mauereidechsen-

Populationen aus ihrem rezenten mitteleuropäischen Verbreitungsgebiet und ihren 

Refugialräumen südlich der Alpen. Weiterhin sollte überprüft werden, ob aus den 

erhaltenen Daten Rückschlüsse auf eventuell unterschiedliche 

Einwanderungswege der nördlichen Populationen aus den Refugialräumen mittels 

molekular-genetischer Methoden gezogen werden können. Als 

Untersuchungsmethode wurde die Mikrosatelliten-DNA (SSR-) Analyse gewählt. 

Gegenüber der in vorhergehenden Untersuchungen angewandten RAPD-PCR 

Methode besitzt die Analyse von DNA-Mikrosatelliten den großen Vorteil, über die 

direkte Bestimmung von Allelfrequenzen wichtige populationsgenetische Daten 

berechnen zu können. Isoenzymatische Voruntersuchungen an Mauereidechsen 

erwiesen sich als wenig geeignet. Die SSR-Methode ist besonders gut geeignet, 

die genetische Diversität und Populationsdifferenzierungen zu ermitteln. Mittels 

acht spezifischer Mikrosatelliten-Loci wurde die genetische Struktur von sieben 

Populationen der Mauereidechse untersucht. Die Auswertung der PCR-Produkte 

erfolgte im ABI PRISM™ 310 Genetic Analyzer mittels Kapillarelektrophorese. Als 

Untersuchungsgebiete wurden Standorte in Italien (Alba fucens, Abruzzen), 

Kroatien (Pula, Istrien), Südfrankreich (St. Martin d´Ardèche, Provence), 

Nordfrankreich (Bitche, Lothringen), Rheinland-Pfalz (Igel bei Tier, Mosel), 

Nordrhein-Westfalen (Gemünd, Urft-See) und Belgien (Anhée) ausgewählt und 

beprobt.  

Die untersuchten Loci erwiesen sich alle als polymorph und zum Teil als hoch 

variabel. Im Rahmen der populationsgenetischen Analysen wurden zahlreiche 

deskriptive und populationsgenetische Parameter zur Charakterisierung der 

Populationen verwendet. Es wurden die Markeranzahl, die Allelfrequenzen, die 

genetischen Ähnlichkeiten, die genetische Distanz, die genetische Diversität, die 

Heterozygotie-Statistik, Schätzungen zu Genfluss und zur isolation by distance, 

die genetische Struktur mittels AMOVA, die Clusteranalyse, die 

Diskriminanzanalyse und die Hauptkomponentenanalyse mittels genetischer 

Distanzen als wichtige populationsgenetische Parameter untersucht.  
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Wegen unerwarteter Ergebnisse bei der Auswertung der Fragmente des Locus A7 

von Proben aus den Abruzzen und Pula wurden exemplarisch einige Allele von 

etwa 400 bp sequenziert (zu erwarten waren 182 bp). Die Sequenzierung erfolgt 

nach SANGER im Cycle Sequencing Verfahren unter Verwendung der DNA Taq 

Polymerase und fluoreszenzmarkierten Primern (Dye Primer Sequenzing). Dabei 

konnte zusätzlich außer dem Mikrosatelliten eine etwa 200 bp lange Sequenz 

eindeutig nachgewiesen werden, die wahrscheinlich durch eine Insertion 

entstanden ist. Außerdem wurde ein Basenaustausch (G-C, C-G) beim Vergleich 

der FOREWARD- und REVERS- Sequenzierung festgestellt. 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen, dass die Vorkommen der 

Mauereidechse an ihrem nördlichen Verbreitungsrand teilweise separiert sind. Ein 

Genaustausch der Trierer (Mosel) und der Urfter (Eifel) Tiere untereinander 

besteht. Eingeschränkt besteht der Genaustausch auch mit den Bitcher 

(Lothringen) Tieren, wohingegen der Genaustausch mit den Belgischen (Anhée) 

Tieren wohl schon lange eingeschränkt ist oder nur sehr eingeschränkt 

stattgefunden hat. Die Einwanderung der Mauereidechse in ihr nördliches 

Verbreitungsgebiet dürfte von den Südfranzösischen Populationen (Ardèche) 

durch das Rhônetal, die Burgundische Pforte, das Rheintal bis zur, in der 

vorliegenden Arbeit untersuchten Population von Bitche, erfolgt sein. Die Trierer 

und Urfter Tiere dürften über den Obermoselraum eingewandert sein. Die großen 

genetischen Unterschiede der Belgischen Population (Anhée) zu den anderen 

nördlichen Populationen lassen sich am ehesten durch eine Einwanderung über 

Frankreich an die Maas und einen stark eingeschränkten Genfluss zwischen der 

Belgischen Population und den restlichen nördlichen Populationen erklären. Die 

Population Anhée scheint somit über andere Einwanderungswege als die 

restlichen drei nördlichen Populationen besiedelt worden zu sein. Aufgrund der im 

Verhältnis zu den anderen Populationen stark reduzierten Allelzahl der Population 

Anhée muss für diesen Standort von einem so genannten bottleneck 

(Flaschenhals) ausgegangen werden. Ob es sich um eine andere Unterart am 

Standort Anhée handelt, kann in der vorliegenden Arbeit nicht abschließend 

beantwortet werden. Der Verdacht, dass sich die zwei Unterarten P. m. brogniardi 

(Belgien) und P. m. merremia (Nordeifel, Mosel, Bitche) unterscheiden lassen, 

scheint sich eher zu erhärten, als zu entkräften.  
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Ausblickend lässt sich sagen, dass eine eingehende Untersuchung der 

genetischen Struktur von Populationen der Mauereidechse an ihrem nördlichen 

Verbreitungsrand unter verstärktem Einbezug Nord-Ostfranzösischer, 

Luxemburgischer und Belgischer Populationen, sowie von Populationen vom 

Rhein und der Burgundischen Pforte, die Frage der unterschiedlichen 

Einwanderungswege der Populationen in ihr nördliches Verbreitungsgebiet 

abschließend wird klären können.  
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Anhang 

Verwendete und ausgewertete Primer: 

Locus Primer Sequenz (5`-3`) 
Fluoreszensmarkiert auf dem Forward-Primer

Ta  
(°C) 

Repeat Motif Größe der 
klonierten 
Allele (bp) 

C9 F: HEX-CAT TGC TGG TTC TGG AGA AAG 

R: CCT GAT GAA GGG AAG TGG TG 

57 (CAA)7CCA 

(CAA)3

130 

B7 F: FAM-GGG GAA AGC TAC TGG CTA CAC 

R: AGT CCA GGT GAA TTT GCA GAG 

60 (AG)19 129 

A7 F: FAM-TGC TTA TGG GTG ATG ACT GG 

R: AGA ATT GCA GAG GTG GAA GG 

61 (GT)18 182 

B3 F: HEX-CTG TCC TCT CAC AGT TCA CTC C 

R: AAA GAG CTA AGA AGC GAA GAC C 

57 (GAA)3(GA)14 

(TAGA)3(GA)14

177 

B4 F: HEX-AAT CTG CAA TTC TGG GAT GC 

R: AGA AGC AGG GGA TGC TAC AG 

57 (AG)16 139 

C24 F: FAM-AGA GTG GCT GGG GGA AAC 

R: GTA AGT AAA CGG GCG GCT TG 

60 (TAAA)3  

(CAA)10(AAT)3

205 

Lv-4-alpha F: FAM-CTG CAG GGA ACA GAA TTA ACC 

R: CTG CCC AGA AAG CAT TTC C 

60 (AC)14A(GA)11(CAGAGA)9

CAGAT(AG)3

130- 158 

Lv-3-19 F: HEX-CTG TTG CTA TTT TGT ATG CTT AC 

R: CCT GTG ACT GTC CTC AGA GG 

55 (AC)22 149- 169 

 

Weiterhin getestete Primer: 
Lv-4-72 F: CCC TAC TTG AGT TGC CGT C 

R: CTT TGC AGG TAA CAG AGT AG 

53 (AC)18 103- 130 

Lv-4-X F: CTG AAA CAT GGA TTA GAG GC 

R: GCA CTC CTT GCG TGG C 

54 (GT)22 117- 139 

 

Software 

ArcView GIS 3.0a ESRI Geoinformatik GmbH, Kranzberg GIS 
STATISTICA 6.0 Statsoft, Tulsa Clusterdiagramm,    
 Faktoranalyse,      Diskriminanzanalyse 
ARLEQUIN 2.000 Schneider et al. 2000 AMOVA 
POPGENE Ver. 1.32 YEH et al. 1997 Diversität 
GENEPOP Ver. 3.4 RAYMOND & ROUSSET 1995 isolation by distance 
ABI PRISM 310 COLLEC TION SOFTWARE 1.2- Applied Biosystems  

  Weiterstadt Fragmentanalyse, Sequenzanalyse 
GENESCAN ANALYSIS SOFTWARE 3.0 Applied Biosystems,   

 Weiterstadt  Fragmentanalyse 



DNA SEQUENCING SOFTWARE 2.1 Applied Biosystems, Weiterstadt  
 Sequenzanalyse 

 

Polymerase, dNTPs und Längenstandard 
Es wurde DyNAzymeTM II DNA Polymerase der Firma FINNZYMES verwendet. Es 
handelt sich um thermostabile Polymerase (2U/µl), die aus Thermus brockianus 
F500 isoliert wird. Im dNTP-Mix sind die Desoxynukleosidtriphosphate dATP, dGTP, 
dCTP und dTTP in sterilem H2Obidest.  gelöst. (pH 7, Menge pro dNTP 200µM in der 
Stammlösung) 
Für die DNA-Polymerasereaktion optimierter Puffer: 
PCR-Puffer 10x (PrimeZymeTM Biometra) 
 100 mM Tris-HCl (pH 8.8) 
 15 mM MgCl2
 500 mM KCl 
 1 % Triton X-100 
 
Als Längenstandard für die gelelektrophoretische Auftrennung wurde der 100 bp 
PCR Molecular Ruler (Konz. 200µg/ml) der Firma Bio-Rad Laboratories verwendet. 
Er trennt in 100 bp Schritten 30 Banden im Bereich von 100 bp bis 3000 bp. 
 
Für die Kapillarelektrophoretische Auftrennung wurde der GeneScan™ -500 ROX™ 
Standard der Firma Applied Biosystems (Produkt P/N 401734E) verwendet. 

Sequenzierungskit 
ABI PRISM® Big Dye® Terminator v1.1 Cycle Sequencing Kit, Part. No. 433674, 
Applied Biosystems 

Gel Extraktions Kit 
E.Z.N.A® Gel Extraktion Kit peqLab Biotechnologie GmbH Classic line, 91052 
Erlangen 

Puffer und Lösungen 
Agarose (SERVA) for DNA Electrophoresis - Analytical Grade 
(Boehringer Ingelheim Bioproducts) 
 
Agarose Type 1 
(AMRESCO Inc., Solon, Ohio, USA) 
 
BigDye®Terminator v1.1, v3.1 5xSequenzing Buffer, Applied Biosystems 
 
Bisbenzimid-Lösung (Hoechst)        10-3 mol/l Bisbenzimid (H33258×3HCl×5 H2O) 
 
Chloroform p.a. 
 
DyNAzymeTM DNA Polymerase Kit (FINNZYMES, Espoo, Finnland) 
mit 10x Puffer aus 



10 mM Tris-HCl (pH 8.8, ) 
1.5 mM MgCl2 
50 mM KCl 
0.1 % Triton® X-100 
 
Ethanol absolut, unvergällt 
 
Ethanol 80%, unvergällt in sterilem H2Odeion.

 
Ethanol 70%, unvergällt in sterilem H2Odeion.

 
Ethidiumbromid-Lösung (Boehringer Ingelheim Bioproducts 1µg/ml 
 
Formamid (Applied Biosystems, Warrington, UK) 
 
Gene-Scan Längenstandard GS 500 ROX (Applied Biosystems, Warrington, UK) 
 
Genetic Analyzer-Puffer mit EDTA (Applied Biosystems, Warrington, UK) 
 
H2O bidest.

 
H2O deion.

 
6 M NaCl-Lösung in H2O deion. 
 
Na-Acetat-Lösung 
 
3.0 M Na-Acetat 
 
PCR-Puffer 10x (PrimeZymeTM Biometra) 
 100 mM Tris-HCl (pH 8.8) 
 15 mM MgCl2
 500 mM KCl 
 1 % Triton X-100 
 
Performance Optimized Polymer 6 (POP-6TM) (Applied Biosystems, Warrington, UK) 
 
SE-Puffer 
 25 mM NaCl 
 75 mM EDTA 
 1 % SDS  
   pH 8.0 
 
Stop-Lade-Mix 
 20 mg Bromphenolblau 
 40 % Sacharose 
 0.1 M Na2EDTA 
 
TBE-Puffer 
 0.089 M Tris-HCl 
 0.089 M Borsäure 



 0.002 M Na2EDTA 
   pH 8.0-8.2 
 
TE-Puffer 
 10 mM  Tris-HCl 
 1 mM   Na2EDTA 
   pH 7.5 
 
Tris-HCl 
 0.9 M   NaCl 
 0.1 M   Tris 
 0.05 M  MgCl2 bei pH 9.5 

Geräte und Sonstiges 
Agarose Agarose (SERVA) for DNA Electrophoresis - Analytical Grad
 (Boehringer Ingelheim Bioproducts) 
 Agarose Type I (AMRESCO Inc., Solon, Ohio, USA) 
 
Elektrophoreseausrüstung 
 Elektrophorese-Kammer (GNA 200, Pharmacia Biotech, Freiburg) 
 Gelgiesstand (BIO-RAD) 
 Geltrog (Pharmacia Biotech, 20x20 cm) 
 Netzgerät (CONSORT E 865, Turnhout, Beilgien) 
 Slotkamm (22 Slots, Pharmacia Biotech) 
 
Filme  Polaroid Typ 667, Schwarzweiß-Sofort-Packfilm, ISO   3000 
(Polaroid, U.K.) 
 
Kamera  Polaroid MP-4, Filter #15 orange (Polaroid, U.K.) 
 
Mikrowelle  AEG Micromat 135 
 
Photometer  Gene Quant II (Pharma Biotech, Cambridge, England) 
Sequenzierer ABI PRISM™310 Genetic Analyzer, PE Applied   
 Biosysems, Weiterstadt 
Thermocycler Gene A. PCR System 9700, PE (Applied Biosystems),  
 (Perkin Elmer, Norwalk, USA) 
 
UV-Transilluminator N - 90 M (INTAS), (Konrad Bender) 
 
Vortex Genie 2 
 
Zentrifuge Universal-Tischkühlzentrifuge Z 320K (Firma Hermle GmbH & Co) 

Statistikwerte 

Nei's Original Measures of Genetic Identity (oberhalb Diagonalen) und Genetic 
distance (unterhalb Diagonalen) Nei (1972) 
 



Klassifikationsmatrix (Allelfr.Transf.Statistica2.sta) 
 
Mittelwerte der kanon. Var. (Allelfr.Transf.Statistica2.sta) 
 
Kummulatifwerte der Diskriminanzanalyse (Root 1-6) 
 
 
 

Chi ²-Tests mit sukzessiv entfernten Roots (Allelfr.Transf.Statistica2.sta) 
 
Clusteranalyse, Werte, 1-Pearsons r 
1-Pearsons r (Tabelle1 in Arbeitsmappe1.stw) 
Mantel-Test, Regressionsanalyse 
Abhängig:  Var2        Multipl. R :  ,78489161     F = 30,48623 
                                              R²:  ,61605484    FG =   1,19 
Anz. Fälle  : 21           korr.    R²:  ,59584720     p =  ,000025 
 
Faktoren der Faktorenanalyse, Hauptkomponenten, Datenbasis: Genetische 
Distanzen (Nei 1972) 
 Eigenwert (EW)  Varianz (%) Kumul. EW  Kumul.%
1 4,884118 69,77312 4,884118 69,77312
2 0,986465 14,09236 5,870583 83,86548
3 0,509984 7,28548 6,380567 91,15096
4 0,429993 6,14275 6,810560 97,29371
5 0,124348 1,77640 6,934908 99,07011

Probencharakterisierung

Nr. Datum Taxon Ort Sex KR-Länge 
 (mm) 

S-Länge 
 (mm) 

Gesamt 
 (mm) 

Besonderes 

1 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 55 79 134 Regenerat 
2 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 59 108 167   
3 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 53 86 139   
4 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w 51 45 96 Regenerat 
5 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 62 112 174   
6 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 56 111 167   
7 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 52 97 149   
8 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 54 89 143   
9 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 57 87 144 Regenerat 

10 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 60 109 169   
11 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 57 89 146   
12 13.05.2002 P. muralis Alba fucens m. 59 110 169   
13 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 55 82 137 Regenerat 
14 13.05.2002 P. muralis Alba fucens w. 52 91 143   

1 03.06.2003 P. muralis Pula m. 64 70 134 Regenerat 
2 03.06.2003 P. muralis Pula w. 58 109 167   
3 03.06.2003 P. muralis Pula w. 56 92 148   
4 03.06.2003 P. muralis Pula m. 63 111 174   
5 03.06.2003 P. muralis Pula m. 61 105 166   
6 03.06.2003 P. muralis Pula w 53 67 120 Regenerat 
7 03.06.2003 P. muralis Pula m. 63 113 176   
8 03.06.2003 P. muralis Pula w. 57 72 129 Regenerat 



9 04.06.2003 P. muralis Pula m. 65 90 155 Regenerat 
10 04.06.2003 P. muralis Pula w. 58 70 128 Regenerat 
11 04.06.2003 P. muralis Pula m. 63 100 163   

1 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 58 84 142 Regenerat 
2 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 61 82 143 Regenerat 
3 23.04.2001 P. muralis St. Martin w 48 85 133   
4 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 59 99 158   
5 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 52 68 120 Regenerat 
6 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 55 99 154   
7 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 62 105 167   
8 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 57 72 129 Regenerat 
9 23.04.2001 P. muralis St. Martin w. 57 94 151   

10 23.04.2001 P. muralis St. Martin m. 59 71 130 Regenerat 
11 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 62 106 168   
12 02.08.2002 P. muralis St. Martin w. 55 107 162  
13 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 62 112 174  
14 02.08.2002 P. muralis St. Martin w. 59 100 159   
15 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 58 102 160   
16 02.08.2002 P. muralis St. Martin w. 57 105 163  
17 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 60 108 168   
18 02.08.2002 P. muralis St. Martin m. 59 109 168   

1 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 53 63 116 Regenerat 
2 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 56 96 152   
3 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 60 107 167   
4 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 57 98 155   
5 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 59 74 133 Regenerat 
6 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 62 113 175   
7 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 55 93 148   
8 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 61 84 145 Regenerat 
9 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 62 112 174   

10 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 56 89 145   
11 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 57 69 126 Regenerat 
12 14.06.2002 P. muralis Bitche m. 61 108 169   
13 14.06.2002 P. muralis Bitche w. 59 107 166   
14 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 60 110 170   
15 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 61 81 142 Regenerat 
16 12.07.2002 P. muralis Bitche w. 52 90 142   
17 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 62 111 173   
18 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 60 83 143 Regenerat 
19 12.07.2002 P. muralis Bitche w. 54 66 120 Regenerat 
20 12.07.2002 P. muralis Bitche m. 61 109 170   

1 28.08.2001 P. muralis Igel w. 52 52 104 Regenerat 
2 28.08.2001 P. muralis Igel w. 55 69 124 Regenerat 
3 28.08.2001 P. muralis Igel m. 60 100 160   
4 28.08.2001 P. muralis Igel m. 61 102 163   
5 28.08.2001 P. muralis Igel m. 59 98 157   
6 28.08.2001 P. muralis Igel w. 55 70 125 Regenerat 
7 28.08.2001 P. muralis Igel w. 60 93 153   
8 28.08.2001 P. muralis Igel m. 62 80 142   
9 28.08.2001 P. muralis Igel m. 61 99 160   

10 28.08.2001 P. muralis Igel w. 58 78 136 Regenerat 
11 28.08.2001 P. muralis Igel w. 59 93 152   
12 28.08.2001 P. muralis Igel m. 62 88 150 Regenerat 



13 28.08.2001 P. muralis Igel m. 63 90 153   
1 28.08.2001 P. muralis Urft w. 56 97 153   
2 18.04.2003 P. muralis Urft m. 61 102 163   
3 18.04.2003 P. muralis Urft w. 58 99 157   
4 18.04.2003 P. muralis Urft m. 59 78 137 Regenerat 
5 18.04.2003 P. muralis Urft m. 62 108 170   
6 18.04.2003 P. muralis Urft w. 56 77 133 Regenerat 
7 18.04.2003 P. muralis Urft w. 58 106 164   
8 18.04.2003 P. muralis Urft w. 54 76 130 Regenerat 
9 18.04.2003 P. muralis Urft m. 62 103 165   

10 18.04.2003 P. muralis Urft m. 60 106 166   
11 18.04.2003 P. muralis Urft m. 60 72 132 Regenerat 
12 18.04.2003 P. muralis Urft m. 62 100 162   

1 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 60 108 168   
2 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 62 69 131 Regenerat 
3 28.06.2004 P. muralis Anhée w 55 69 124   
4 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 58 107 165   
5 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 47 67 114   
6 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 54 67 121 Regenerat 
7 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 52 71 123   
8 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 47 70 117   
9 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 63 90 153   

10 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 60 97 157   
11 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 53 82 135   
12 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 52 72 124 Regenerat 
13 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 56 85 141   
14 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 58 81 139   
15 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 55 71 126 Regenerat 
16 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 45 75 120 Juvenil 
17 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 52 82 134   
18 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 60 55 115 Regenerat 
19 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 53 70 123   
20 28.06.2004 P. muralis Anhée w. 62 74 136 Regenerat 
21 28.06.2004 P. muralis Anhée m. 60 111 171   
 

Allelfrequenzen 

Nr. Region B 3 B 4 B 7 C 24
1 Abruzzen 150 / 177 127 127 / 135 194
2 Abruzzen 165 / 174 123 / 127 99 / 165 196 / 204
3 Abruzzen 166 / 174 131 129 196 / 204
4 Abruzzen 141 / 145 129 115 198 / 204
5 Abruzzen 155 / 177 135 99 / 135 194
6 Abruzzen 159 / 176 127 101 / 131 191
7 Abruzzen 174 / 181 127 101 / 131 193
8 Abruzzen 173 / 183 129 99 / 111 196
9 Abruzzen 164 / 182 127 131 198 / 204

10 Abruzzen 164 / 180 119 107 201
11 Abruzzen 164 / 172 119 101 / 139 171
12 Abruzzen 156 / 177 125 107 204 / 298
13 Abruzzen 154 / 176 121 127 298
14 Abruzzen 167 / 170 127 / 131 101 196



Nr. Region B 3 B 4 B 7 C 24
15 Süd-Istrien 166 / 174 133 117 196
16 Süd-Istrien 168 / 172 125 / 131 111 / 131 196
17 Süd-Istrien 164 133 111 / 113 196
18 Süd-Istrien 158 / 176 125 / 131 117 201 / 207
19 Süd-Istrien 167 125 111 / 113 207
20 Süd-Istrien 167 125 113 / 139 196 / 207
21 Süd-Istrien 177 125 111 / 113 196
22 Süd-Istrien 170 / 176 125 111 / 141 196
23 Süd-Istrien 164 / 172 125 117 / 141 196
24 Süd-Istrien 170 / 176 125 133 / 139 196
25 Süd-Istrien 157 / 163 129 / 133 107 / 125 190 / 198
26 Ardeche 151 / 157 129 107 / 131 190 / 204
27 Ardeche 142 / 144 129 / 135 115 204
28 Ardeche 153 / 167 129 / 139 107 193
29 Ardeche 151 / 174 129 107 / 137 190 / 204
30 Ardeche 158 / 167 145 107 / 127 196 / 204
31 Ardeche 157 / 183 125 / 129 133 193 / 204
32 Ardeche 143 / 157 129 / 135 107 / 119 190 / 193
33 Ardeche 176 / 182 127 / 145 127 / 135 194
34 Ardeche 167 125 131 / 135 190 / 204
35 Ardeche 153 / 159 147 131 / 135 190 / 196
36 Ardeche 142 / 149 131 107 / 135 193
37 Ardeche 151 / 157 141 / 145 115 / 135 190 / 204
38 Ardeche 149 / 151 131 107 / 135 190
39 Ardeche 152 / 160 135 / 141 107 / 123 193
40 Ardeche 150 / 155 131 107 193 / 204
41 Ardeche 143 / 179 125 135 190 / 204
42 Ardeche 149 125 / 129 115 / 133 190
43 Ardeche 157 / 167 125 131 / 135 193 / 204
44 Lothringen 142 125 115 / 121 204
45 Lothringen 143 125 / 129 115 198
46 Lothringen 147 125 115 / 121 198
47 Lothringen 142 131 / 133 107 / 115 198
48 Lothringen 142 129 / 131 115 198
49 Lothringen 139 / 145 129 / 131 115 198
50 Lothringen 145 129 107 / 115 198
51 Lothringen 143 129 107 / 115 198
52 Lothringen 139 / 143 125 107 / 115 198 / 204
53 Lothringen 147 / 168 129 115 198 / 210
54 Lothringen 143 / 146 125 / 131 115 198
55 Lothringen 142 / 146 129 / 131 115 198
56 Lothringen 145 / 167 125 / 129 115 / 119 198
57 Lothringen 147 127 107 / 115 198
58 Lothringen 143 / 167 125 / 129 107 / 115 198 / 204
59 Lothringen 145 131 115 / 119 198 / 207
60 Lothringen 139 / 145 125 107 / 115 207 / 210
61 Lothringen 143 129 115 204 / 207
62 Lothringen 145 129 / 131 107 / 115 198 / 204
63 Lothringen 142 125 / 129 107 198 / 204
64 Trier, Mosel 142 / 154 125 115 196 / 204
65 Trier, Mosel 142 / 159 125 141 196 / 204
66 Trier, Mosel 142 / 151 125 / 129 115 / 131 196 / 204



Nr. Region B 3 B 4 B 7 C 24
67 Trier, Mosel 151 125 119 / 139 190 / 204
68 Trier, Mosel 147 / 151 125 / 129 115 / 133 190 / 196
69 Trier, Mosel 150 / 153 127 115 / 125 204
70 Trier, Mosel 155 127 117 196 / 204
71 Trier, Mosel 147 / 151 129 115 196
72 Trier, Mosel 142 127 107 / 115 204
73 Trier, Mosel 150 / 159 127 107 204
74 Trier, Mosel 142 125 / 129 107 / 139 196 / 204
75 Trier, Mosel 151 125 / 129 117 204
76 Trier, Mosel 142 / 151 125 115 204
77 Nord-Eifel 148 / 151 125 125 196 / 204
78 Nord-Eifel 155 125 115 196 / 204
79 Nord-Eifel 151 / 155 127 115 193 / 204
80 Nord-Eifel 151 / 155 127 115 196
81 Nord-Eifel 148 / 152 125 / 129 115 204
82 Nord-Eifel 148 / 155 127 115 / 139 204
83 Nord-Eifel 137 / 148 127 / 131 129 / 133 196 / 204
84 Nord-Eifel 148 / 155 125 115 / 135 204
85 Nord-Eifel 148 125 115 204
86 Nord-Eifel 153 / 155 127 139 201 / 204
87 Nord-Eifel 153 / 155 127 123 / 141 201 / 204
88 Nord-Eifel 153 / 155 127 115 / 135 196 / 204
89 Anhee, Bel. 157 / 159 125 107 / 127 204 / 210
90 Anhee, Bel. 159 125 127 204 / 210
91 Anhee, Bel. 155 / 157 125 107 / 137 210
92 Anhee, Bel. 155 / 157 125 127 / 133 208
93 Anhee, Bel. 155 / 159 125 107 / 127 190 / 204
94 Anhee, Bel. 155 125 133 / 137 190 / 204
95 Anhee, Bel. 155 125 / 129 137 204
96 Anhee, Bel. 155 / 159 125 133 204 / 210
97 Anhee, Bel. 155 / 159 125 107 / 133 204
98 Anhee, Bel. 155 / 157 125 137 210
99 Anhee, Bel. 155 / 159 125 137 193 / 204

100 Anhee, Bel. 155 / 157 125 137 193 / 210
101 Anhee, Bel. 157 125 107 / 137 190 / 204
102 Anhee, Bel. 155 / 157 125 127 / 133 210
103 Anhee, Bel. 155 125 137 190 / 210
104 Anhee, Bel. 155 125 133 / 137 204 / 210
105 Anhee, Bel. 155 125 133 / 137 204
106 Anhee, Bel. 155 125 107 / 133 190 / 204
107 Anhee, Bel. 157 125 / 129 133 / 137 204 / 210
108 Anhee, Bel. 155 125 133 / 137 192 / 204
109 Anhee, Bel. 155 125 107 / 137 192 / 204

  H0 0,66 0,28 0,61 0,51
  Allele 38 13 20 14
 
Nr. Region C 9 A 7 Lv 3-19 Lv 4-alpha

1 Abruzzen 130 / 154 392 / 398 141 / 159 110 / 120
2 Abruzzen 130 / 151 392 / 400 149 / 151 98 / 118
3 Abruzzen 130 190 143 / 165 118 / 122
4 Abruzzen 148 / 154 188 159 114 / 120
5 Abruzzen 130 / 160 174 / 406 159 102 / 112



Nr. Region C 9 A 7 Lv 3-19 Lv 4-alpha
6 Abruzzen 157 / 160 392 / 410 151 / 163 112 / 146
7 Abruzzen 130 394 149 / 163 124
8 Abruzzen 130 188 / 390 151 110 / 114
9 Abruzzen 166 / 175 176 / 406 149 108

10 Abruzzen 166 / 172 168 / 400 149 / 155 110
11 Abruzzen 130 398 149 110 / 118
12 Abruzzen 130 176 / 178 141 / 155 144
13 Abruzzen 130 394 / 398 153 / 163 124
14 Abruzzen 130 / 145 186 / 400 151 102 / 124
15 Süd-Istrien 130 / 175 400 149 110 / 114
16 Süd-Istrien 130 394 / 400 149 / 165 110 / 114
17 Süd-Istrien 130 / 175 194 / 406 149 / 167 112 / 118
18 Süd-Istrien 130 402 149 / 173 114
19 Süd-Istrien 130 / 169 400 / 404 149 / 153 106 / 118
20 Süd-Istrien 130 400 149 / 153 106 / 114
21 Süd-Istrien 130 400 161 / 173 114
22 Süd-Istrien 130 400 / 404 151 / 171 118 / 120
23 Süd-Istrien 130 / 181 400 157 / 169 116
24 Süd-Istrien 130 400 155 / 163 110 / 116
25 Süd-Istrien 154 / 166 188 153 / 165 116 / 128
26 Ardeche 154 188 149 / 157 122
27 Ardeche 151 / 166 186 / 188 151 / 159 110 / 122
28 Ardeche 154 / 160 188 / 198 149 / 157 110 / 122
29 Ardeche 154 188 149 112 / 116
30 Ardeche 154 / 166 184 / 188 155 / 157 112 / 118
31 Ardeche 154 / 160 184 / 190 157 118 / 122
32 Ardeche 154 / 166 188 / 192 155 116 / 120
33 Ardeche 130 / 145 398 143 / 165 98 / 122
34 Ardeche 166 / 178 174 / 188 151 122
35 Ardeche 160 / 166 188 / 192 151 / 155 116 / 124
36 Ardeche 154 188 / 194 153 116
37 Ardeche 154 170 149 / 155 116 / 122
38 Ardeche 154 188 / 190 153 116 / 120
39 Ardeche 154 170 / 194 149 / 157 114 / 116
40 Ardeche 160 192 / 194 155 / 157 114 / 126
41 Ardeche 154 / 160 188 / 194 151 / 153 118
42 Ardeche 154 / 160 188 / 194 151 / 157 112 / 118
43 Ardeche 154 / 181 174 / 188 151 122
44 Lothringen 149 / 161 184 / 196 157 / 159 116 / 118
45 Lothringen 149 / 161 190 / 194 155 / 159 116 / 124
46 Lothringen 155 / 161 190 / 196 157 / 159 116 / 118
47 Lothringen 155 188 / 194 157 / 161 116 / 122
48 Lothringen 155 / 161 188 / 194 151 / 157 120
49 Lothringen 155 / 161 192 / 194 159 120
50 Lothringen 155 188 / 190 149 / 155 116
51 Lothringen 155 184 / 192 151 / 153 116 / 122
52 Lothringen 155 / 161 190 / 192 155 108 / 114
53 Lothringen 155 / 161 190 / 194 149 / 157 118 / 120
54 Lothringen 155 / 164 188 / 190 149 / 159 116 / 118
55 Lothringen 155 / 161 190 / 194 155 / 159 108 / 118
56 Lothringen 155 188 / 194 153 / 157 118 / 122
57 Lothringen 161 188 / 190 149 / 151 116 / 120



Nr. Region C 9 A 7 Lv 3-19 Lv 4-alpha
58 Lothringen 155 / 161 190 / 192 157 / 159 122
59 Lothringen 161 188 / 192 149 / 151 108 / 122
60 Lothringen 155 192 155 / 157 118 / 120
61 Lothringen 149 / 155 188 / 194 153 122
62 Lothringen 155 / 161 190 / 192 155 108 / 122
63 Lothringen 149 184 151 / 157 118 / 124
64 Trier, Mosel 155 / 161 188 / 194 153 / 163 122
65 Trier, Mosel 155 / 161 188 / 190 149 / 163 116 / 122
66 Trier, Mosel 155 / 161 192 / 194 163 118
67 Trier, Mosel 155 / 161 184 / 188 157 / 159 116 / 120
68 Trier, Mosel 133 / 155 188 / 198 155 / 161 118
69 Trier, Mosel 155 / 161 188 / 190 153 / 159 116
70 Trier, Mosel 155 188 149 / 155 116
71 Trier, Mosel 152 / 161 192 / 198 163 118
72 Trier, Mosel 155 / 161 188 155 112 / 122
73 Trier, Mosel 155 192 / 194 155 / 161 118
74 Trier, Mosel 155 / 161 190 / 192 153 / 159 118
75 Trier, Mosel 155 188 149 / 155 116
76 Trier, Mosel 155 188 153 / 155 122
77 Nord-Eifel 155 / 161 188 153 / 159 114 / 126
78 Nord-Eifel 161 188 157 112
79 Nord-Eifel 155 / 161 186 / 188 157 114
80 Nord-Eifel 155 / 161 188 / 194 149 / 155 112 / 120
81 Nord-Eifel 155 / 161 186 / 188 155 / 157 114 / 122
82 Nord-Eifel 155 / 161 186 / 188 157 114 / 122
83 Nord-Eifel 155 188 / 194 157 / 159 114 / 124
84 Nord-Eifel 155 / 161 186 / 198 147 / 157 118
85 Nord-Eifel 155 188 / 194 155 112 / 122
86 Nord-Eifel 161 188 155 118 / 120
87 Nord-Eifel 161 188 157 114 / 118
88 Nord-Eifel 130 / 152 188 149 / 155 116 / 118
89 Anhee, Bel. 155 188 141 / 149 118
90 Anhee, Bel. 155 188 151 / 159 126
91 Anhee, Bel. 155 184 / 188 141 / 159 118
92 Anhee, Bel. 155 188 151 / 159 118 / 126
93 Anhee, Bel. 155 188 151 / 159 118
94 Anhee, Bel. 155 188 151 118 / 126
95 Anhee, Bel. 155 / 161 188 / 194 151 / 159 118
96 Anhee, Bel. 155 188 141 / 151 118
97 Anhee, Bel. 155 188 151 / 159 120 / 126
98 Anhee, Bel. 155 188 151 118 / 126
99 Anhee, Bel. 155 188 / 194 151 / 159 118

100 Anhee, Bel. 155 188 141 / 151 118
101 Anhee, Bel. 155 184 / 194 149 / 151 118
102 Anhee, Bel. 155 188 159 118 / 126
103 Anhee, Bel. 155 188 147 / 151 118
104 Anhee, Bel. 155 188 / 194 159 118 / 126
105 Anhee, Bel. 155 / 161 188 149 / 151 118 / 126
106 Anhee, Bel. 155 188 151 118 / 126
107 Anhee, Bel. 155 188 149 / 159 118 / 126
108 Anhee, Bel. 155 188 / 194 159 / 165 118 / 126
109 Anhee, Bel. 155 188 / 194 151 118



Nr. Region C 9 A 7 Lv 3-19 Lv 4-alpha
  H0 0,5 0,63 0,71 0,61
  Allele 27 22 16 16
 
Alleltypen 
 

B  9 7 Lv3 B4 B7 C24 C  A Lv 3-19  4-alpha
K g E E L P F F A H Q A I E JO
X e C E A T G J A F O R D E A I
Y e G G M J I M G  A A I B L I K
B F F F F F J H H I H  D H I H J
P g I I A  F C U IP F A K I B F
T f  E B C J O V E  N C  K E K F P
e j  E B  E P P E  N E  A A D K L L
d l F F A G H N D G  A A E E E G

W k E E N J D U N H  N Q D D D D
W i A A C I A R C I  N P D G E E
W c  A B  A Q Q A  R A  A A D D E I
Q g D D C C N D E J  A A A G O O
O f B B L L N P Q F N  A A K L L
Z b  G B  G G R E  B G  A C E E B L
                        

Y e  H G  G R R H  G G  A Q D D E G
a c  G D  G P R D  N G  A A D L E G

W   H D G A K U W H  E G Q D M F I
S f  G G  K S S D  G I  A A D P G G
Z Z  D D K A R T D  E K N D F C I
Z Z D D E R K A R R G A D F C G
g g  D D G A R R J D  E G A P G G
b f  D D G A R T D  S G A E O I J

W c  D G  G R R D  S G  A S H N H H
b f  D O  G R R D  R G  A A G K E H
R V  H C H H H F F  K B  H N L H N
                        
L R F F C J H HN B  H H D H K K
C E F F F J F G H I J  N E I E K
N Z  J C E H M F  C E H K D H E K
L e F F C J H H Q B  H H D D F H
S Z L L C L J F HG H N G H F I
R l  F O O J H F I D E K H H I K
D R F C E H JI H B  H N G G H J
f k  L L F Q QE  P F A C B L A K

Z Z  D N J C H D  P B  N R E E K K
N T M M N G H J P B  K N E G H L
C J G G C E H H K F P E H F H H
L R  L F J B B K  P B  H H D G H K



B3 B4 B7 C24 C9 A7 Lv 3-19 Lv 4-alpha
J L G G C P B B H H H I F F H J

M U I K C J E E H H B K D H G H
K P G G C J J K C E  K K G H G M
D h D D P J H K P B  H K E F I I
J J  F F B H K D  O B  H K E H F I
R Z  D N J C H D  P E  H S E E K K
                        

C C D D F I J E F L J L H I H I
D D  F F F H K D  H  E L I G I H L
H H D D F I H I L H  L I H I H I
C C  H C F H I H K G  H  I H J H K
C C F G F F H I H KH  L E H J J
A F F G F F H I J K I H  L I J J
F F  F C F H I H I F  H  I D G H H
D D F F C F H I F JH  I E F H K
A D  D C F H J I J D   L I G G D G
H a F F F F M I K H  L I D H I J
D G F F H I H I G D H  M D I H I
C G F F H I K G F H  L I G I D I
F Z D F F  H I H K F H H  I H I K
H H  E C F H L H I E  H  L D E H J
D Z D F C F H J I J   L I H I K K
F F G G F K L H J H H  L D E D K
A F  D C F M I i J J D  K  G H I J
D D F F F F K H K FJ  E I F K K
F F  G C F H J I J F   L I G G D K
C C D F C C H J E F F E E H I L
                        

C O D D F F J I H K F G  L K K K
C T D D S J I H I S G  L D K H K
C L  F F J I J K D  N G  L K K I I
L L D D H R J I F H B  L H I H J
H L  F F G H M D  O B  B I G J I I
K N E E F K J I H I F J  L I H H
P P E E G J I H H G G  I D G H H
H L F F F F G J M G  G L K K I I
C C E E C F J I H H J  L G G F K
K T  E C I J K E C J J I G J I I
C C  F C J I J F D  R G  L I I I I
L L  F G I H HD G J J I D G H H
C L D D F F J I H H F J  I G K K
                        
I L D D K J I H H F K G  L I G M

P P D D F F J L H H G  L H H F F
L P E E F F E J I G H  L H H G G



B3 B4 B7 C24 C9 A7 Lv 3-19 Lv 4-alpha
L P E E F F G G I L H K D G F J
I M D F F F J J I L H H G H G K
I P E E F J I G H R J  L H H G K
I I  G M O G J I H K E   I H I G L
I P D D F J I G M P J  L C H I I
I I D D F F J I H K J  I G G F K

N P E E R J L H H R I  L G G I J
N P E E J S J L H H I  L H H G I
N P E E F P J H H G  A G D G H I
                        

R T  D C L M I H H D  J  I A D I I
T T D D L L J M I I H H E I M M 
P R D D C Q M M I I F H A I I I
P R D D L O L L I I H H E I I M
P T D D C L B J I I H H E I I I
P P D D O Q B J I I H H E E I M
P P D F Q Q J J I L H K E I I I
P T D D O O J M I I H H A E I I
P T D D C O J J I I H H E I J M
P R D D Q Q M M I I H H E E I M
P T D D Q Q E J I I H K E I I I
P R D D Q Q E M I I H H A E I I
R R D D C Q B J I I F K D E I I
P R D D L O M M I I H H I I I M
P P D D Q Q B M I I H H C E I I
P P D D O Q J M I I H K I I I M
P P D D O Q J J I L H H D E I M
P P D D C O B J I I H H E E I M
R R D F O Q J M I I H H D I I M
P P D D O Q D J I I H K I L I M
P P D D C Q D J I I H K E E I I
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