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1 Einleitung 

1.1 Osteogenese und Angiogenese 

Der physiologische Knochenhaushalt unterliegt einem stetigen Wechselspiel zwischen Kno-

chenbildung und -abbau. Für die Bildung der Knochenmatrix sind die Osteoblasten zustän-

dig, die Knochenresorption jedoch übernehmen die Osteoklasten (Zaidi 2007). Dysbalancen 

in diesem sonst im Gleichgewicht stehenden Wechselspiel können in skelettale Erkrankun-

gen, wie z. B. in Osteoporose, Arthritis oder Osteolysen, münden (Hill 1998). Letztere kön-

nen u. a. durch Entzündungen oder Karzinome ausgelöst werden und führen oft zu großen 

knöchernen Defekten. Die Versorgung dieser Defekte stellt Ärzte immer wieder vor Her-

ausforderungen (Shanbhag et al. 2016). Um Lösungen für dieses medizinische Problem ent-

wickeln zu können, ist es wichtig, zunächst die physiologische Knochenneubildung zu be-

trachten. (Campbell und Kaplan 1992; Dennis et al. 2015).  

Als chondrale Ossifikation bezeichnet man die Knochengewebsbildung aus Knorpelgewebe 

(Scotti et al. 2013). Chondrozyten bilden zunächst ein Knorpelgerüst am Ort der späteren 

Knochenentstehung. Daraufhin wandern Osteoblasten, Osteoklasten und hämatopoetische 

Zellen sowie Endothelzellen für die Blutgefäßbildung ein und wandeln das zuvor gebildete 

Knorpelgerüst zu Knochen um (Berendsen und Olsen 2015). Chondrale Ossifikation findet 

in der Schädelbasis, im Hinterhaupt, im Achsenskelett sowie im Extremitätenskelett statt 

(Berendsen und Olsen 2015). Im Rahmen der desmalen Osteogenese wird ohne chondralen 

Zwischenschritt direkt Knochen aus Bindegewebe hergestellt (Yang et al. 2012). Im Verlauf 

der Knochenbildung sammeln sich Mesenchymzellen, die zu Osteoblasten differenzieren 

(Runyan und Gabrick 2017). Das Schädeldach, der Gesichtsschädel und die Clavicula entste-

hen durch diese Form der desmalen Ossifikation (Berendsen und Olsen 2015). Der für die 

chondrale als auch desmale Ossifikation relevanteste Faktor ist die Angiogenese (Percival 

und Richtsmeier 2013; Dennis et al. 2015). Im Rahmen der Angiogenese dient das beste-

hende Gefäßsystem als Basis für den Ausbau und die Entwicklung weiterer Gefäßsysteme 

(Noden 1989). Neuere Studien geben Hinweise darauf, dass die embryonale Form der Vas-

kulogenese auch nach Abschluss des eigentlichen embryonalen Wachstums weiterhin statt-

finden kann (Ratajska et al. 2017). Ursächlich hierfür können z. B. hypoxische Reize sein 

(Tamanini und Ambrogi 2004; Tabata et al. 2019). Ebenso durchdringen im Zuge der Ge-

webeheilung angiogene Kapillaren das Fibrinnetz und bilden mikrovaskuläre Netzwerke 

(Tonnesen et al. 2000; Dennis et al. 2015; Augustin 2016). 

1.2 Knochenregeneration 

Das Knochengewebe stellt eines der größten Organe des menschlichen Körpers dar. Schon 

seit den frühen Anfängen der Medizin sahen sich Ärzte aufgrund von Tumoren oder Kriegs-
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verletzungen ihrer Patienten mit der Problematik konfrontiert, fehlende oder defekte Kno-

chen im Körper therapieren zu müssen. So wurde bereits im Jahr 1668 durch den niederlän-

dischen Chirurg van Meekeren die erste wissenschaftlich dokumentierte Knochentransplan-

tation am Schädel eines Soldaten durchgeführt (Sanan und Haines 1997; Ferreira et al. 2014; 

Liang et al. 2018). Knochendefekte setzen die Lebensqualität der erkrankten Personen durch 

Schmerzen, Arbeitslosigkeit und Bewegungseinschränkungen stark herab (Woolf und Pfle-

ger 2003). Zudem rufen sie, aufgrund kostspieliger Behandlungsmaßnahmen, hohe Ausga-

ben im Gesundheitswesen hervor (De Witte et al. 2018). Um diese Problematik zu lösen, ist 

die Therapie von Knochendefekten Gegenstand der aktuellen medizinischen Forschung. 

Knochenersatzmaterialien werden heute in mehreren chirurgischen Gebieten benötigt, so  

z. B. in der Neurochirurgie, Orthopädie, Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie und in der 

chirurgischen Zahnmedizin (Jordana et al. 2017).  

Zur Wahl stehen autologe (Spender und Empfänger sind ein Individuum), allogene (Spender 

und Empfänger gehören zu einer Spezies) und xenogene (Spender und Empfänger gehören 

zu verschiedenen Spezies) Materialien (Garcia et al. 2014; Amoian et al. 2016; Fillingham und 

Jacobs 2016). Ebenso gibt es synthetisch hergestellte, alloplastische Substanzen, wie z. B. 

Trikalziumphosphate (Campana et al. 2014). Die Versorgung von knöchernen Defekten mit 

autologen Knochentransplantaten gestaltet sich in vielen Fällen schwierig, dennoch stellen 

diese den Goldstandard in der chirurgischen Therapie dar (García-Gareta et al. 2015). Der 

Spender des Transplantates leidet jedoch nach der Entnahme unter Umständen an starken 

Schmerzen und physiologischen Einschränkungen in diesem Areal (Burg et al. 2000; Walsh 

et al. 2017). Um eine optimale Einheilung zu gewährleisten, ist eine rasche vaskuläre Kreis-

laufanbindung notwendig, zumal die Ernährung des Transplantates über Diffusion ab einer 

Größe von ca. 2- 2,5 cm³ nicht mehr in einem ausreichenden Maße möglich ist (Seebach et 

al. 2012; Nauth et al. 2018). Resorptionen, Abstoßungen oder Nekrosen sind dann oftmals 

die Folgen. Defekte dieser Größe werden als Critical Size Defect bezeichnet (Schemitsch 

2017; Nauth et al. 2018). Um diese komplexen Defekte dennoch versorgen zu können, be-

dient man sich heute der Mikrogefäßchirurgie. So können größere Transplantate mit eigener 

vaskulärer Struktur versorgt werden (Sanders und Mayou 1979). Bei der Anwendung dieser 

Therapie werden Blutgefäßanastomosen zwischen dem Empfängergewebe und dem autolo-

gen Knochentransplantat geschaffen (Sparks et al. 2018). Das größte Risiko dieser Behand-

lungsmethode ist das Versagen der Gefäßanastomosen. Dies mündet, wenn unbemerkt, in 

einen nekrotischen Verlust des oftmals ausgedehnten Transplantates (van Gemert et al. 

2018).  

Mit Hilfe des Tissue Engineerings wurden Versuche seit den 1990er Jahren begonnen, diese 

Nachteile zu umgehen, indem alloplastische und xenogene Gewebetransplantate entwickelt 

wurden (Langer und Vacanti 1993; Yousefi et al. 2015). Tissue Engineering wird beschrieben 

als die Übertragung wissenschaftlicher Grundsätze von lebenden Geweben und deren 
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Wachstum, Konstruktion und Modifikation auf Biomaterialien, Zellen und Wachstumsfak-

toren (Keane und Badylak 2014; Coury 2016). Beim knöchernen Tissue Engineering im Be-

sonderen wird versucht, folgende Ansätze zu optimieren:  

▪ die Verwendung von osteogenen und endothelialen Vorläuferzellen, sowie von 

Wachstumsfaktoren (z. B. BMP-2, Bone morphogenetic protein-2)  

▪ die Verwendung von Gerüstmaterialien, die ähnliche biomechanische Eigenschaf-

ten besitzen wie das zu ersetzende Gewebe (Hollister et al. 2002) 

Aktuell folgt knöchernes Tissue Engineering der Idee, xenogene oder allogene Trägermate-

rialien zu verwenden, die mit knocheninduzierenden Vorläuferzellen besiedelt werden kön-

nen (Khan et al. 2012). Diese das Knochenwachstum anregenden Vorläuferzellen können  

z. B. aus einem mesenchymalen Stammzellenpool wie dem Knochenmark gewonnen werden 

(Fillingham und Jacobs 2016). 

1.3 Gewünschte Eigenschaften von Knochenersatzmaterialien 

Die Trägermaterialien, die helfen, das Knochengewebe zu regenerieren, sollen einen Kom-

promiss aus Porosität und Festigkeit aufweisen (Hutmacher 2001). Eine dreidimensionale, 

poröse Struktur bietet eine Leitstruktur für Zellattachement, Proliferation und Differenzie-

rung. Eine mikroporige Oberfläche bietet eine das Knochenwachstum anregende Umgebung 

(Habibovic et al. 2006). Ebenso müssen die Gerüste eine Stabilität aufweisen, um den unter-

schiedlichen Biege- und Zugkräften im Knochenlager standzuhalten (Butler et al. 2000). Fol-

gende gewünschte Eigenschaften wurden für Knochenersatzmaterialien beschrieben (Dias 

et al. 2017): 

1.3.1 Biokompatibilität 

Das Material soll keine Abstoßungsreaktionen zeigen (Sergeeva et al. 2014), bzw. mit einer 

angemessenen Wirtsreaktion interagieren (Mertz 2013). Eine biokompatible Substanz er-

möglicht eine gute Wundheilung (Ratner 2011) und zeigt keine toxikologischen Eigenschaf-

ten (Mertz 2013).  

1.3.2 Osteoinduktion 

Im Rahmen einer Osteoinduktion erfolgt die Differenzierung von Knochenvorläuferzellen 

zu Osteoblasten. Hierzu werden unter anderem mesenchymale, undifferenzierte Stammzel-

len rekrutiert, die zur Neubildung und Umwandlung von Knochen beitragen (Albrektsson 

und Johansson 2001). 

1.3.3 Osteokonduktion 

Ein osteokonduktives Material dient als Leitschiene für die Bildung neuen Knochens. Kapil-

laren, Weichgewebe und Osteoprogenitorzellen wandern in die Poren ein und infiltrieren 
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den Träger (Dias et al. 2017). Der Träger wird schließlich vom Empfängergewebe durch-

drungen und  wächst in den Knochen ein (Cornell 1999). 

1.3.4 Osteogene Eigenschaften 

Osteogene Materialen haben die Eigenschaft, eine Osteogenese zu induzieren (Ren et al. 

2021). Eine Knochenneubildung innerhalb eines Transplantates wird durch die Differenzie-

rung und den Stoffwechsel osteogener Vorläuferzellen und Osteoblasten hervorgerufen 

(Pape et al. 2010). 

1.4 Arten von Knochenersatzmaterialien 

1.4.1 Autogene Ersatzmaterialien 

Sind der Spender und der Empfänger des Transplantates ein Individuum, spricht man von 

autogenen Ersatzmaterialien. Diese dienen als Maßstab für alle Knochenersatzmaterialien, 

da sie aufgrund osteokonduktiver, osteoinduktiver und osteogener Eigenschaften besonders 

biokompatibel sind (Fillingham und Jacobs 2016) (siehe Tabelle 1).  

1.4.2 Allogene Ersatzmaterialien 

Dient ein Individuum derselben Spezies, also ein anderer Mensch, als Spender, spricht man 

von allogenen Ersatzmaterialien (Garcia et al. 2014). Dabei handelt es sich um gereinigten 

und aufbereiteten Knochen von lebenden oder verstorbenen Spendern (Campana et al. 

2014).   

1.4.3 Alloplastische Ersatzmaterialien 

Alloplastische Ersatzmaterialien werden synthetisch hergestellt und haben keinen natürli-

chen Ursprung. Es besteht eine große Auswahl an alloplastischen Materialien. Zu ihnen zäh-

len Keramiken, Hydroxylapatit, Trikalziumphosphat, Kalziumphosphatzemente, Kalzi-

umsulfat, Polymere und Komposite (Campana et al. 2014).  

1.4.4 Xenogene Ersatzmaterialien 

Bei dieser Art des Ersatzmaterials dienen andere Spezies als Spender. In Frage kommende 

Tiere sind unter anderem Rinder, Schweine oder auch Korallen (Campana et al. 2014). Das 

Material muss vor der Verwendung aufgearbeitet und sterilisiert werden (Garcia et al. 2014). 

Durch die chemische und physikalische Behandlung soll beim Empfänger eine antigene Re-

aktion oder die Übertragung von Zoonosen vermieden werden (Amoian et al. 2016).  
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Tabelle 1: Auswahl knöcherner Ersatzmaterialien und deren Wirkungsweise 

 Autogen Allogen Alloplastisch Xenogen 

Osteokonduktiv x x x x 

Osteoinduktiv 

Osteogen 

x x   

x    

1.5 Verwendung von Calciumcarbonat als Gerüstmaterial 

Maritime Materialien werden zur Verwendung als Gewebeersatz erforscht (Demers et al. 

2002; Green et al. 2014). So Biocoral® (von den Französischen Antillen), welches aus dem 

Exoskelett der Weißkoralle gewonnen wird und aus Kalziumcarbonat besteht (Soost 1996; 

Yukna und Yukna 1998). In seinem chemischen und morphologischen Aufbau ist es der 

Spongiosa des menschlichen Knochens nahezu analog (Soost 1996; Demers et al. 2002). 

Ersatzmaterialien aus Koralle besitzen eine biokompatible Oberfläche, auf der sich Kno-

chen- und Gefäßzellen anheften, vermehren und differenzieren können (Demers et al. 2002). 

Zudem haben sie eine osteokonduktive Wirkungsweise, denn das porige Gerüst bietet 

menschlichen Blutgefäßen und Knochenzellen die Möglichkeit, entlang dieser Leitstruktur 

einzuwachsen (Demers et al. 2002; Green et al. 2014). Ebenso bietet es durch seine Form-

stabilität eine ideale Gerüststruktur, um den mechanischen Belastungen im Knochen Stand 

zu halten. Biocoral® weist somit mit seiner dreidimensionalen Struktur und seiner rauen 

Oberfläche gute Möglichkeiten zur Angiogenese und Knochenneubildung auf und ist ein 

optimales xenogenes Knochenersatzmaterial (Soost 1996; Soost et al. 1998; Koëter et al. 

2009; Giuliani et al. 2014; Pountos und Giannoudis 2016). Im Gegensatz zu anderen xeno-

genen Knochenersatzmaterialien, z. B. aus Rinderknochen, besteht kein Restrisiko einer Zo-

onose (z. B. Creutzfeldt-Jakob-Krankheit). In vorherigen Arbeiten konnte festgestellt wer-

den, dass sich osteogene und angiogene Vorläuferzellen, die auf Träger aus Kalziumkarbonat 

aufgebracht wurden, vermehren und differenzieren (Liu et al. 2015; Böhrnsen und Schlie-

phake 2016). Wird die Oberfläche der Träger zusätzlich mit Fibronektin beschichtet, wird 

eine höhere Zellansiedlungszahl nachgewiesen (in vivo) (Zhu et al. 2010). Wenn mit Hilfe 

einer, mit regenerativen Zellen vorbesiedelten, Matrix Zellen an den Rand eines Defektes im 

Gewebe (z. B. Knochen) gebracht werden, können diese die Gewebeerneuerung unterstüt-

zen (Kramer et al. 2006). In Verbindung mit osteogenen Vorläuferzellen konnte somit eine 

Knochenneubildung in knöchernen Defekten mit Hilfe von Biocoral® beobachtet werden 

(Petite et al. 2000; Liu et al. 2017).  
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1.6 Osteogenen Vorläuferzellen 

Aus dem humanen, erwachsenen Knochenmark gehen multipotente mesenchymale Stroma-

zellen (MSC) hervor, die in der späteren Differenzierung in Fett-, Knochen-, Knorpel-, Mus-

kel- und Bindegewebe zu finden sind (Pittenger et al. 1999; Campana et al. 2014) (siehe Ab-

bildung 1). Multipotente mesenchymale Stromazellen, die zu knochenbildenden Zellen wer-

den sollen, entwickeln sich über Osteoprogenitorzellen, Präosteoblasten und Osteoblasten 

zu Osteozyten (Komori 2018). Es konnte gezeigt werden, dass MSC einfach zu gewinnen 

sind, so z. B. aus Fettgewebe und zur osteogenen Differenzierung gebracht werden können 

(Zuk et al. 2001; Alhadlaq und Mao 2004; Böhrnsen et al. 2009; Böhrnsen et al. 2012). Man 

nimmt an, dass an Stellen im knöchernen Gewebe, an dem Osteoklasten tätig sind, Faktoren 

ausgeschüttet werden, die die Migration von mesenchymalen Stromazellen hervorrufen 

(Tang et al. 2009). Diese multipotenten mesenchymalen Stromazellen können sich dann  

z. B. zu knochen-, knorpel- oder muskelbildenden Zellen umformen (Caplan 2017). MSC 

bilden einen möglichen Pool für Osteoprogenitorzellen, und somit können zeitlebens im 

menschlichen Organismus mittels Wachstumsfaktoren (z. B. BMP-2, RunX2 (Runt-related 

transcription factor 2)) und Hormonen neue Osteozyten gebildet werden (Komori 2018; 

Bayat et al. 2019). Ein großer Vorteil der mesenchymalen Stromazellen ist ihre einfache Iso-

lation aus Geweben, ihr gutes Wachstum unter Laborbedingungen und ihr hohes Potential 

zur Regeneration und Plastizität (Campana et al. 2014). 

 

Abbildung 1: MSC in Kultur, Passage 4, Knochenmarksaspirat, Phasenkontrastmikroskopie 

1.7 Angiogene Zellen im Tissue Engineering 

Endothelzellen bzw. endotheliale Progenitorzellen sind in anderen Geweben, wie der Nabel-

schnur (Human umbilical vein endothelial cells, HUVEC), dem peripheren Blut, Knochen-

mark und der fetalen Leber zu finden (Quirici et al. 2001; Hristov et al. 2003; Ribatti 2004). 

Endothelzellen haben ein polygonales Aussehen (Jaffe et al. 1973), dienen in Blutgefäßen der 
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Abschirmung zwischen Blutzellen und Gewebe und verhindern somit ungewollte, thrombo-

tische und inflammatorische Ereignisse im Körper (Cheung 2007). In einem statischen Me-

dium, wie z. B. in der Zellkultur, weisen die Zellen ein polygonales Aussehen auf, in vivo 

sind Endothelzellen spindelförmig und richten sich stromlinienförmig nach dem Blutfluss 

aus (Langille und Adamson 1981) (siehe Abbildung 2). Sie kleiden einschichtig alle mensch-

lichen Gefäßwände aus und sind maßgeblich an der Regulierung der Hämostase (Rajendran 

et al. 2013) und Reaktionen des Immunsystems (Santiago-Delpin 2004) beteiligt. 

 

Abbildung 2: HUVEC in Kultur, Passage 4, Phasenkontrastmikroskopie 

Im äußeren Bereich eines Transplantates werden Zellen durch Diffusion versorgt, im Inne-

ren kommt es ab einer gewissen Transplantatgröße aufgrund von Hypoxie und Unterversor-

gung mit Nährstoffen zum Untergang der zellulären Strukturen (Barabaschi et al. 2015). In 

einem vaskularisierten Transplantat bilden Endothelzellen ein Netzwerk aus Gefäßen, wel-

ches sich nach der Transplantation mit den Gefäßen des umliegenden Gewebes verbinden 

kann (Tsigkou et al. 2010). Interessanterweise zeigen Kokulturen von HUVEC und MSC 

sowohl ein angiogenes, als auch ein osteogenes Potential auf (Böhrnsen und Schliephake 

2016) (siehe Abbildung 3). Diese knochen- und gefäßinduzierenden Eigenschaften prädesti-

nieren beide Zellarten für die Verwendung auf vorbesiedelten Gerüststrukturen, um Kno-

chendefekte aufzufüllen (Deng et al. 2017; Liu et al. 2017; Zhang S et al. 2017). 
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Abbildung 3: MSC (PKH 26, rot und DAPI) und HUVEC (PKH 67, grün und DAPI) in 

Kokultur, Fluoreszenzmikroskopie 

1.8 Zielsetzung dieser Arbeit 

Autologe Transplantate gelten auch nach Jahrzehnten der intensiven Forschung bei der Be-

handlung größerer Knochendefekte (critical size defects) als Goldstandard. Das Leiden von 

Patienten nach einer Transplantatentnahme und auch die Kosten für das Gesundheitswesen 

sind jedoch nicht zu vernachlässigen (Langer und Vacanti 1993), weswegen Lösungen ge-

sucht werden, um diese Probleme zu umgehen. In aktuellen Forschungsansätzen werden 

alloplastische und xenogene Gerüststrukturen in vitro untersucht, die mit MSC und HUVEC 

vorbesiedelt werden. Diese Vorbesiedlung mit Stammzellen soll zu einer besseren Prävasku-

larisierung in den Trägern führen und im weiteren Verlauf eine Osteogenese begünstigen, 

wodurch sie optimale Knochenersatzmaterialien darstellen würden. In zahlreichen Arbeiten 

konnten Erfolge in vitro mit prävaskularisierten Gerüststrukturen gezeigt werden (Liu et al. 

2013; Fu et al. 2014; Barabaschi et al. 2015; Liu et al. 2015; Roux et al. 2015; Böhrnsen und 

Schliephake 2016; Holmes et al. 2016). Da die Übertragung dieser Erkenntnisse aus in vitro 

Versuchen auf den menschlichen Organismus nur eingeschränkt möglich ist, ist es unerläss-

lich, diese zellulären Abläufe in vivo zu untersuchen, um zukünftig geeignete Therapiemaß-

nahmen für Patienten ableiten zu können. Die Zielsetzung in dieser Arbeit war somit die 

Untersuchung der angiogenen und osteogenen Entwicklungen von mit Zellen vorbesiedelten 

xenogenen Gerüststrukturen in vivo. Weiterhin sollte die Frage geklärt werden, ob eine 

gleichzeitige Besiedlung der Träger mit mesenchymalen und endothelialen Zellen eine gestei-

gerte Neubildung von Gefäßen und Mineralisation in vivo hervorbringt. Vor der Implanta-

tion wurde die erfolgreiche zelluläre Konditionierung der Träger mit MSC und HUVEC mit-

tels PKH-Färbung und qRT-PCR (Quantitative real time-polymerase chain reaction) geprüft. 

Untersucht wurden angiogene Marker wie vWF (Von Willebrand Faktor), CD31 (Cluster of 

differentiation 31) und VEGF (Vascular endothelial growth factor), sowie osteogene Marker 
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(Osteoprotegerin, Osteonectin, Runx2). Die vorbesiedelten Träger aus Biocoral® wurden 

für 14 und 28 Tage in atymischen Ratten belassen und nach der Explantation analysiert. 

Betrachtet wurden Gefäßneubildung und Mineralisation auf den Trägern mit Hilfe der Fär-

bungen nach Smith Karagianes und Osteopontin. Zudem wurde die Beständigkeit mensch-

licher Zellen im xenogenen Organismus (Ratte) durch die In-situ-Hybridisierung und PKH-

Färbung gezeigt. 
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2 Material und Methoden 

2.1 Geräte und Materialien 

Tabelle 2: Geräte 

Gerät Hersteller 

Autoklav Bioclav Schütt-Biotech, Göttingen 

Diamantbandsäge EXAKT, Norderstedt 

Drucktopf Leybold, Hürth 

Eismaschine Ziegra, Isernhagen 

Elektrische Pipettierhilfe Accu-Jet Brand, Wertheim 

Gefrierschrank -80 °C GFL, Burgwedel 

Handstück, elektrisch mit Mikromotor KaVo Dental, Biberach 

Kühlschrank 4 °C bis -20 °C Liebherr, Ochsenhausen 

Lasermikroskop konfokal scannend FV 1000 Olympus, Tokyo, Japan 

Mikroliterpipetten Eppendorf Reference (10-1000 µl) Eppendorf, Wesseling 

Mikroskop AxioVert 200M Carl Zeiss, Oberkochen 

Mikroskop AxioVert 35 Carl Zeiss, Oberkochen 

Mikroskop Keyence BZ-X 800 Keyence, Neu-Isenburg 

PCR Real-Time-Thermocycler MyIQ Bio-Rad Laboratories, Madrid, Spanien 

PCR Thermocycler Mastercycler Gradient Eppendorf, Hamburg 

Trenndünnschliffgerät EXAKT, Norderstedt 

Trennscheibe für Handstück, Komet Dental Gebrüder Brassler, Lemgo 

Vortexer MS2 Minishaker IKA-Werke, Staufen 

Vortex-Genie® 2 2 Shaker Cole-Parmer, Wertheim am Rhein 

Wasserbad WB10 Memmert, Schwabach 

Zellkultur Inkubator CO2-Incubator Sanyo, Moriguchi, Japan 

Zellkultur Mr. Frosty Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA 

Zellkultur Werkbank EN 12469 Clean Air Systems, Chennai, Indien 

Zellzählung CASY®-System Casy 1 Modell TT Roche, Basel, Schweiz 

Zentrifuge Eppendorf Mini Spin 5424 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 

Zentrifuge Megafuge 1.0  Heraeus, Hanau 

Zentrifuge Sigma 2K15C Sigma Laborzentrifugen, Osterode im Harz 
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Tabelle 3: Computerprogramme 

Programm Hersteller 

Programm AxioVision 4.9 Carl Zeiss, Oberkochen 

Programm GraphPad PRISM GraphPad Software, Madrid, Spanien 

Programm ImageJ NIH, Bethesda, USA 

Programm iQ5 Optical Sytem Software Bio-Rad Laboratories, Madrid, Spanien 

Programm VisionEditor Keyence, Neu-Isenburg 

Programm Microsoft Excel Microsoft, Redmond, USA 

Programm Microsoft Word Microsoft, Redmond, USA 

 

Tabelle 4: Verbrauchsmaterialien 

Material Hersteller 

iQ 96-Well PCR Plates Bio-Rad Laboratories, Madrid, Spanien 

Latexhandschuhe Gentle Skin sensitive Rösner-Mautby Meditrade, Kiefersfelden 

Objekträger Glas Thermo Fisher Scientific, Braunschweig  

PCR Kunststofffolie Bio-Rad Laboratories, Madrid, Spanien 

Pipettenspitzen Sarstedt, Nümbrecht 

Zellkultur 96-Well-Kulturplatte mit Deckel Greiner Bio-One, Frickenhausen 

Zellkultur Eppendorf-Cup 1,5 ml Sarstedt, Nümbrecht 

Zellkultur Falcon (15, 50 ml) BD, Franklin Lakes, USA 

Zellkultur Gewebekulturflaschen (25-175 cm2) Sarstedt, Nümbrecht 

Zellkultur Gewebekulturschale (Ø 6 cm) Sarstedt, Nümbrecht 

Zellkultur Kryoröhrchen (2ml) Sarstedt, Nümbrecht 

Zellzählung CASY® Probenbecher Roche, Basel, Schweiz 

 

Tabelle 5: Trägermaterial 

Bezeichnung Beschreibung Hersteller 

Biocoral, Disk diam., 5mm x 3 mm Ref.: PRD079, LOT: 

1612DT1103 

Biocoral France, La Garenne Colom-

bes, Frankreich 
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Tabelle 6: Kits und Sonden 

Bezeichnung Beschreibung Hersteller 

iScript™ cDNA Synthese Kit LOT: 1708891 Bio-Rad Laboratories, Madrid, Spanien 

iQ® SYBR Green Supermix Kit LOT: 1708880 Bio-Rad Laboratories, Madrid, Spanien 

RNeasy Mini Kit LOT: 130175434 Quiagen AG, Hombrechtikon, Schweiz 

ZytoFast Plus CISH Implementation Kit 

HRP- DAB 

LOT: N56-922088951 ZytoVision, Bremerhaven 

ZytoFast-CISH-Sonde, Digoxigenin- 

markiert 

LOT: T-1053-400/ T-

1054-400 

ZytoVision, Bremerhaven 

2.2 Zellmedien und Zellen 

Tabelle 7: Zellmedien 

Medium Bestandteile Menge Beschreibung Hersteller 

EBM™-2 Basal 

Medium, Poietics 

 500 ml LOT: 0000442169  Lonza, Walkers-

ville, USA 

EGM™-2 Single-

Quots™ Kit, Poi-

etics 

FBS 

Hydrocortison 

hFGF-B 

VEGF 

R3-IGF-1 

Ascorbinsäure 

hEGF 

GA-1000 

Heparin 

10 ml 

0,2 ml 

2 ml 

0,5 ml 

0,5 ml 

0,5 ml 

0,5 ml 

0,5 ml 

0,5 ml 

LOT: 0000449858 Lonza, Walkers-

ville, USA 

MSCBM Basal 

Medium, Poietics 

 440 ml LOT: 0000435603 Lonza, Walkers-

ville, USA 

MSCGM™ Sin-

gleQuots™, Poiet-

ics 

L-Glutamin 

GA-1000      

MCGS (mesen-

chymal cell growth 

supplement)  

10 ml 

0,5 ml 

50 ml 

LOT: 0000413641 Lonza, Walkers-

ville, USA 
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Tabelle 8: Zellen 

Zellen Beschreibung Hersteller 

hMSC, Poietics PT-2501, Donor 28308, 

LOT: 0000446319 

Lonza, Walkersville, USA 

HUVEC, Poietics C 2517A, Donor 28132, 

LOT: 0000439577 

Lonza, Walkersville, USA 

2.3 Zellkultur von MSC und HUVEC 

2.3.1 Kultivierung der Zellen 

Für das Versuchsvorhaben wurden MSC und HUVEC der Firma Lonza verwendet (siehe 

Tabelle 8). Während des Versuchsvorhabens wurden sterile Materialien und Lösungen ge-

braucht, sowie in der Zellkultur unter sterilen Werkbänken gearbeitet (siehe Tabelle 2 und 

Tabelle 4). Die Kultivierung der MSC fand entsprechend der Herstellerangaben in MSCBM 

Basal Medium (Mesenchymal stem cell basal medium) gemischt mit MSCGM™ Sin-

gleQuots™ (Mesenchymal stem cell growth medium) statt und die Kultivierung der HUVEC 

in EBM™-2 Basal Medium (Endothelial cell basal medium) gemischt mit EGM™-2 Sin-

gleQuots™ Kit (Endothelial cell growth medium) (siehe Tabelle 7). Diese Medien werden 

im weiteren Verlauf mit MSC-Medium und EBM-Medium bezeichnet. Die Zellen wurden 

vom Hersteller in einem gefrorenen Zustand geliefert. Zur Kultivierung wurden diese im 

Wasserbad bei 37 Grad Celsius aufgetaut. Das MSC- und das EBM-Medium wurde ebenso 

im Wasserbad auf 37 Grad Celsius erwärmt. Es wurden zwei Falcons (15 ml) bereitgestellt 

und in ein Falcon 9 ml MSC-Medium und in das andere Falcon 9 ml EBM-Medium gefüllt. 

In das Falcon mit dem MSC-Medium wurden die aufgetauten MSC pipettiert und in das mit 

dem EBM-Medium die HUVEC. Danach erfolgte die Zentrifugation der beiden Falcons bei 

300 x g für 5 Minuten und die Absaugung der Überstände. Die Zellen wurden mit dem 

passenden Medium resuspendiert, jeweils in Zellkulturflaschen ausplattiert (75 cm²,  

5000 Zellen/ cm²) und bei 37 Grad Celsius und 5 % CO₂ gezüchtet. In den Versuchen wur-

den nur Zellen bis Passage P3 und P4 verwendet. Nicht adhärente Zellen wurden beim Tau-

schen des Mediums, was alle 48 Stunden erfolgte, entfernt. Nach 72 Stunden bildeten sich 

Zellkolonien. Die MSC zeigten eine typgerechte, spindelförmige Morphologie ohne spon-

tane Ausdifferenzierung und auch die HUVEC wiesen eine stabile Proliferation sowie ein 

regelgerechtes kopfsteinpflasterartiges Wachstum auf.  

2.3.2 Passagieren der Zellen 

Es wurde eine Lösung aus Trypsin (PAN-Biotech, Aidenbach) und EDTA (Ethylendiamin-

tetraessigsäure, PAN-Biotech, Aidenbach) hergestellt. Dafür wurden in DPBS (Dulbecco’s 

Phosphat-gepufferte Salzlösung, PAN-Biotech, Aidenbach) 0,25 % (v/v) Trypsin und  
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0,02 % (v/v) EDTA gemischt. Es folgte eine sterile Filtration. Bei einer Konfluenz der Zellen 

von 80 % wurde das alte Medium abgesaugt und die Zellen mit DPBS, aufgewärmt auf  

37 Grad Celsius, gewaschen. Nachdem das DPBS entfernt wurde, wurden die Zellen mit 

einer dünnen Schicht der oben beschriebenen Trypsin-/ EDTA-Lösung, aufgewärmt auf  

37 Grad Celsius, bedeckt und für 5 Minuten (37 Grad Celsius, 5 % CO₂) inkubiert. Unter 

einem Lichtmikroskop wurde kontrolliert, ob sich die Zellen vom Flaschenboden gelöst ha-

ben, und die Trypsinreaktion wurde durch Zugabe vom jeweiligen Kulturmedium gestoppt. 

Die Zellsuspension wurde in einen 15 ml Falcon pipettiert und bei 300 x g für 5 Minuten 

zentrifugiert. Nach dem Absaugen des Überstands wurde das am Boden zurückgebliebene 

Zellpellet in 10 ml des jeweiligen Kulturmediums gelöst und es folgte die Zählung der Zellen 

mit dem CASY-Zellzählgerät (siehe Tabelle 2). Anschließend wurden die Zellen weiterhin in 

Zellkulturflaschen gezüchtet, bzw. bei einer ausreichenden Zellanzahl für die Versuchsvor-

haben vorbereitet.  

2.3.3 Kryokonservierung der Zellen 

Überschüssige Zellen wurden in Kryoröhrchen eingefroren und somit für weitere Versuche 

haltbar gemacht. Dafür wurden die Zellen mit der Trypsin-/ EDTA-Lösung vom Boden der 

Zellkulturflasche gelöst, mit dem CASY-Zellzählgerät gezählt und zentrifugiert (siehe oben). 

Nach dem Absaugen des Überstands wurden die Zellen in einer Lösung (10 % (v/v) DMSO 

(Dimethylsulfoxid, Sigma-Aldrich, St. Louis, USA) gemischt mit dem jeweiligen Kulturme-

dium, danach steril filtriert) resuspendiert, sodass eine Konzentration von 0,5 bis 1 x 106 

Zellen/ ml Lösung entstand. Je ein Milliliter der Zellsuspension wurde in ein Kryoröhrchen 

überführt. Dieses wurde zunächst für 4 Stunden bei -80 Grad Celsius und danach bei  

-196 Grad Celsius in flüssigem Stickstoff gelagert. 

2.4 Vorbehandlung der Träger 

Die Kalziumkarbonatträger (siehe Tabelle 5) wurden vom Hersteller mit einem Durchmesser 

von 5 mm und einer Stärke von 3 mm geliefert. Diese kleinen Zylinder wurden mit Hilfe 

einer Trennscheibe fachgerecht auf 1 mm Stärke genormt zurechtgeschnitten (siehe Abbil-

dung 4). Daraufhin wurden sie in einer Petrischale mit Glasdeckel mit Hilfe des Autoklaven 

sterilisiert (4 Stunden bei 120 Grad Celsius). Die sterilisierten Träger wurden unter der Werk-

bank in 96-Well-Platten umgesetzt und mit Fibronektin beschichtet. Für einen Träger wur-

den 1 µl Fibronektin F2006 (Sigma-Aldrich, St. Louis, USA) mit 59 µl PBS (Phosphate buf-

fered saline, Merck, Darmstadt) vermischt, der Träger in diese Mischung gelegt, die Platte 

mit dem Deckel verschlossen und für 30 Minuten bei 37 Grad Celsius inkubiert. Danach 

wurde der Überschuss abgesaugt, der Träger mit PBS gespült und in PBS gelagert. Unmittel-

bar vor der Benetzung der Träger mit den Zellen wurde das PBS abgesaugt (die Träger durf-

ten nicht austrocknen). Die Träger waren somit bereit für die Zellbesiedlung. 
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Abbildung 4: Kalziumkarbonatträger genormt zugeschnitten (5 mm Durchmesser und  

1 mm Stärke) 

2.5 Färbung mit PKH 

Die PKH-Färbung bewirkt die intravitale Markierung der Zellen mit fluoreszierenden 

Membranmarkierungen (PKH Linkern). PKH 26 leuchtet rot mit einer Erregung von  

490 nm und einer Emission von 504 nm, PKH 67 leuchtet grün mit einer Erregung von  

551 nm und einer Emission von 567 nm (beides SIGMA Aldrich Chemie, Taufkirchen) 

(Böhrnsen und Schliephake 2016). Die getrennte Markierung der MSC und der HUVEC 

bietet die Möglichkeit der individuellen Analyse der Zellen. Die MSC wurden mit PKH 26 

rot, die HUVEC wurden mit PKH 67 grün eingefärbt (siehe Abbildung 5). 

 

Abbildung 5: MSC in Kultur (rot gefärbt mit PKH 26); HUVEC in Kultur (grün gefärbt 

mit PKH 67), beides Fluoreszenzmikroskopie 
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Für die Färbung wurden zwei Eppendorf-Cups vorbereitet (siehe Tabelle 9, Cup A und B) 

(1 µl der PKH Färbelösung ist ausreichend für bis zu einer Millionen Zellen). 

Tabelle 9: Ansatz für PKH-Färbungen 

Cup A für MSC [µL/ Cup] Cup B für HUVEC [µL/ Cup] 

249 µL Diluent C + 

1 µL PKH 26 rot 

249 µL Diluent C + 

1 µL PKH 67 grün 

 

Die Mischung aus Cup A wurde auf die MSC und die Mischung aus Cup B auf die HUVEC 

pipettiert und unter gelegentlichem Anstoßen 3 Minuten inkubiert. Daraufhin wurden  

500 µL BSA (Bovines Serum Albumin, PAN-Biotech, Aidenbach) 1 % in PBS sowohl auf 

die MSC als auch auf die HUVEC gegeben, suspendiert und 1 Minute inkubiert. Es folgte 

die Zugabe und Resuspension von jeweils 1 ml EBM-Medium. Zum Waschen der Zellen 

wurden die Zellen bei 400 g zentrifugiert (10 Minuten), der Überstand abgesaugt und 10 ml 

EBM-Medium hinzugegeben. Dieser Waschvorgang wurde drei Mal durchgeführt. Sowohl 

das Zellpellet der HUVEC des dritten Waschvorgangs wurde in EBM-Medium resuspendiert 

(Suspension B) als auch das MSC-Zellpellet in EBM-Medium (Suspension A). Die zuvor mit 

Fibronektin beschichteten Kalziumkarbonaträger wurden 24 Stunden vor der Besiedlung mit 

den PKH gefärbten Zellen jeweils in eine Kammer einer 96-Well-Platte mit 200 µl PBS ge-

legt. Unmittelbar vor der Besiedlung wurde das PBS abgesaugt (Träger durfte nicht austrock-

nen) und der Träger mit der jeweiligen Anzahl an PKH gelinkten Zellen bestückt (siehe Ta-

belle 13). 

2.6 qRT-PCR-Analysen 

Die genetischen Analysen der präkultivierten Träger (MSC, HUVEC, MSC + HUVEC) er-

folgten 96 Stunden nach der Besiedlung mithilfe der qRT-PCR. Untersucht wurden angio-

gene (vWF, VEGF und CD31) und osteogene (Osteoprotegerin, Osteonectin, Runx2) Gene 

(siehe Tabelle 10). 

Der von Willebrand Faktor nimmt Einfluss auf die Gefäßentstehung im Organismus (Randi 

et al. 2018) und bildet eine Verbindung zwischen der verletzten Gefäßwand, den Throm-

bozyten und dem Gerinnungsfaktor VIII (Echahdi et al. 2017). Das Thrombozyten-En-

dothelzellen-Adhäsionsmolekül CD31 wird auch PECAM-1 (Platelet and endothelial cell ad-

hesion molecule 1) genannt, ist an der Angiogenese beteiligt (DeLisser et al. 1997) und ein 

Marker für Endothelzellen und Gefäße (Usuda et al. 2018). Der vaskuläre endotheliale 

Wachstumsfaktor VEGF ist ein Leitmolekül in der Angiogenese des menschlichen Körpers 

(Carmeliet 2005) und ein Signalmolekül, welches Perizyten und Endothelzellen im Rahmen 

der Prävaskularisierung aktiviert (Carmeliet und Jain 2011).  
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Osteoprotegerin (OPG) fördert die Entwicklung neuer Gefäße (McGonigle et al. 2009) und 

wirkt schützend auf den Knochen, indem es die Entwicklung von Osteoklasten hemmt (Ro-

chette et al. 2019). Ein anderer Name für Osteoprotegerin ist TNFRSF11B (Tumor necrosis 

factor receptor superfamily member 11b) (Peng et al. 2018). Osteonectin/ SPARC (Secreted 

protein acidic and rich in cystein) ist im knöchernen Gewebe vorhanden (Ciceri et al. 2016) 

und wird von den Osteoblasten sezerniert (Holland et al. 1987). Es ist in großen Dosen in 

knöchernen Geweben mit einem hohen Stoffwechsel zu finden, so z. B. in unreifen Knochen 

(Rosset und Bradshaw 2016). Der Transkriptionsfaktor Runx2 ist entscheidend für das 

menschliche Knochenwachstum, denn bei einer Mutation des Gens für Runx2 resultiert ein 

Ausbleiben der Ossifikation (Iyyanar et al. 2019), zudem wird die Entwicklung von Osteo-

blasten im menschlichen Körper von Runx2 mit reguliert (Otto et al. 2002). 

Tabelle 10: Auswahl der verwendeten Primer 

Gen Primer 5‘-3‘ Accession  

Nummer 

vWF F: 5′-GCTGCTGGACACAAGTTTGA-3′  

R: 5′- ACTCATGGGGCTCTGCATAC-3' 

NM_014622.4 

VEGF F: 5′-CCCACTGAGGAGTCCAACAT -3′  

R: 5′-TTTCTTGCGCTTTCGTTTTT-3′ 

NM_001025366.3 

CD31 

(PECAM 1) 

F: 

5′-GCTGAGTCTCACAAAGATCTAGGA-3′  

R: 5′- ATCTGCTTTCCACGGCATCA-3′ 

NM_000442.5 

 

OPG F: 5′-CTCAGGCACTTGAGGCTTTC-3′ 

R: 5′- TGCAAGCAGTAATAAGGGAAAA-3′ 

NM_002546.4 

Osteonectin 

(hSPARC) 

F: 5′-AGAGGAAACCGAAGAGGAGG-3′  

R: 5′-GGCAAAGAAGTGGCAGGAAG-3′ 

NM_003118.4 

 

Runx2 F: 5′-TGCCTAGGCGCATTTCAGGTG-3′  

R: 5′-GGCTTTGGGAAGAGCCGGGG-3′ 

NM_001015051.3 

 

https://www-1ncbi-1nlm-1nih-1gov-10nwuhn4o02ff.han.sub.uni-goettingen.de/entrez/viewer.fcgi?db=nucleotide&id=1677537253
https://www-1ncbi-1nlm-1nih-1gov-10nwuhn9x8035.han.sub.uni-goettingen.de/entrez/viewer.fcgi?db=nucleotide&id=1519473785
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2.6.1 Durchführung der qRT-PCR 

Für die Isolation und Reinigung der Proben wurde das RNeasy Mini Kit (siehe Tabelle 6) 

nach Herstellerangaben verwendet. Zu Beginn wurden die Proben jeweils mit 350 µl ange-

setzten RLT Lysepuffer (1 ml RLT Lysepuffer + 10 µl β- Mercaptoethanol) lysiert, zweimal 

mit PBS gewaschen und die RNA (Ribonukleinsäure) isoliert. Um Kontaminationen mit 

DNA (Desoxyribonukleinsäure) zu beseitigen, wurden die Proben mit DNAse-I versetzt, 

gevortext, zentrifugiert, mit 75 % Ethanol gewaschen, in 50 µl RNA freiem Wasser resus-

pendiert und bei -80 Grad Celsius gelagert. Mittels einer Absorptionsmessung von 260 bis 

280 nm konnte die RNA-Konzentration bestimmt werden. Im Anschluss erfolgte die Um-

schreibung der RNA in cDNA (komplementäre DNA). Um aus den RNA-Proben die dazu 

komplementäre cDNA herzustellen, wurde das Enzym Reverse Transkriptase zur Hilfe ge-

nommen (Bachman 2013). Zur Reversen Transkription wurde das iScript cDNA Synthesis 

Kit (siehe Tabelle 6) nach Herstellerangaben verwendet. Für jede Probe wurde ein Mix an-

gesetzt und es resultierte ein Volumen von 20 μl je Probe (siehe Tabelle 11).  

Tabelle 11: Ansatz je Probe zur Reversen Transkription 

 

Proben mit 200 ng RNA-Gehalt wurden im Mastercycler (siehe Tabelle 2) transkribiert für 

5 Minuten bei 25 Grad Celsius, für 30 Minuten bei 42 Grad Celsius und für 5 Minuten bei 

85 Grad Celsius. Anschließend wurde die Temperatur bei 4 Grad Celsius gehalten (optional), 

bis die Proben weiterverarbeitet wurden. Für die qRT-PCR wurde das iQ® SYBR Green 

Supermix Kit (siehe Tabelle 6) und das Programm iQ5 Optical Sytem Software (siehe Tabelle 

3) nach Herstellerangaben verwendet. Es wurden keine Störsignale bei der Untersuchung der 

PCR-Produkte gemessen. Die Primer vWF, VEGF, CD31, OPG, Osteonectin und Runx2 

wurden untersucht (siehe Tabelle 10), sowie 96-Well-Platten benutzt und pro Well ein Mix 

mit 20 µl Volumen pipettiert (siehe Tabelle 12). Jede Probe wurde als Triplett pipettiert und 

ausgewertet. In 2 µl der jeweiligen Probe befanden sich 2 ng cDNA und in die Kontrollpro-

ben wurden 2 µl RNA freies Wasser anstatt der Probe pipettiert. Nach dem Pipettieren wur-

den die 96-Well-Platten mit einer DNA freien Folie verschlossen, für 2 Sekunden bei  

2500 rpm zentrifugiert und mit Hilfe des Real-Time-Thermocycler MyIQ (siehe Tabelle 2) 

ausgewertet. Die qRT-PCR begann mit der Denaturation bei 98 Grad Celsius (30 Sekunden), 

gefolgt von einer weiteren Denaturation bei 94 Grad Celsius (1 Sekunde), dem Annealing bei 

Komponenten je Probe Volumen [μl/Probe] 

5x iScript Reaction Mix 4 μl 

iScript Reverse Transkriptase 1 μl 

Nuclease-freies Wasser 14 μl 

RNA-Probe  1 μl 
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60 Grad Celsius (15 Sekunden) und endete in der Elongation bei 72 Grad Celsius  

(10 Sekunden). 

Tabelle 12: Ansatz je Well für die qRT-PCR 

2.7 Versuchsablauf  in vitro und in vivo 

2.7.1 Besiedlung der Träger mit Zellen 

Für die Besiedlung der Träger wurden die Zellen mit DPBS gewaschen, von den Böden der 

Zellkulturflaschen mit der Trypsin-/ EDTA-Lösung abgelöst, gezählt und zentrifugiert 

(siehe 2.3.2). Ab der Besiedelung der Träger mit den Zellen wurde für beide Zellarten EBM 

Medium verwendet und alle besiedelten Träger wurden in EBM-Medium gelagert. Die zent-

rifugierten Zellen wurden in EBM-Medium resuspendiert. Das Volumen zur Resuspendie-

rung richtete sich nach der Anzahl der gezählten Zellen und der benötigten Zellanzahl (siehe 

Tabelle 13). Auf die Träger wurde die ermittelte Menge an Zellsuspension pipettiert. Die 

Besiedelung der Träger erfolgte 96 Stunden vor Implantation in die Ratten. Bis zur Implan-

tation wurden die besiedelten Träger bei 37 Grad Celsius und 5 % CO₂ im Wärmeschrank 

gehalten und nicht adhärente Zellen wurden beim Tauschen des Mediums entfernt. Die Zel-

len wurden einmal am Tag unter dem Lichtmikroskop auf gesundes Wachstum hin begut-

achtet. Die Zellen entwickelten sich regelgerecht. 

Tabelle 13: Zellanzahl auf Trägern 

Trägernummer Zellart je Träger Zellanzahl pro Träger 

1. und 2. MSC 200.000 

3. und 4. HUVEC 200.000 

5. und 6. HUVEC und MSC 150.000 und 50.000 

7. und 8. Unbesiedelt 0 

Komponenten je Well Volumen [µL/Well] 

2x SensiFast SYBR & Fluorescein Mix 10 µl 

10 µM Vorwärts Primer 0,8 µl 

10 µM Rückwärts Primer 0,8 µl 

Probe 2 µl (2 ng cDNA zu 2 µl) 

RNA freies Wasser 6,4 µl 
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2.7.2 In-vitro-Kontrollanalysen 

Um die Differenzierung der Zellen vor der In-vivo-Implantation zu überprüfen, erfolgten 

In-vitro-Kontrollanalysen der besiedelten Matrizes. Hierfür wurden zusätzlich zu den für den 

In-vivo-Versuch vorbereiteten Matrizes, 12 Kontrollträger mit der gleichen Zellanzahl (siehe 

Tabelle 13) und unter denselben Bedingungen kultiviert (siehe Abbildung 6). Im Anschluss 

erfolgten PKH- sowie qRT-PCR-Analysen zur Validierung der Besiedlung, Proliferation und 

Differenzierung.  

 

Abbildung 6: Versuchsablauf. Mikroskop: ben at Openclipart (https://commons.wikime-
dia.org/wiki/File:Microscope_icon_(black).svg), „Microscope icon (black)“, https://crea-
tivecommons.org/publicdomain/zero/1.0/legalcode. Ratte: Gwilz (https://commons.wi-

kimedia.org/wiki/File:Vector_diagram_of_laboratory_mouse_(black_and_white).svg), 
https://creativecommons.org/licenses/by-sa/4.0/legalcode 

2.7.3 In-vivo-Implantation 

Die Haltung und die Operationen der Versuchstiere wurden in den Räumen und nach den 

Richtlinien der zentralen Tierversuchseinrichtung der Universitätsmedizin Göttingen 

(UMG) durchgeführt (Tierversuchsantrag Aktenzeichen: 33.14-42502-04-13/1335). Es wur-

den männliche, 3-4 Monate alte RNU-Ratten (Rowett Nude-Ratten) verwendet (Charles Ri-

ver Deutschland GmbH, Sulzfeld). Die RNU-Ratten (Rattus norvegicus) besaßen keinen 

Thymus und konnten keine funktionstüchtigen T-Lymphozyten ausbilden und somit even-

tuelle immunologische Reaktionen auf die xenogenen Transplantate eingeschränkt werden. 

Für die Implantation wurden die Tiere narkotisiert (Isofluran 2,5 % und Sauerstoff 5 L/ 

min), analgesiert (Buprenorphin 0,05 mg/ kg KG) und es wurden jeweils zwei Träger sub-

kutan in die rechte und linke Flanke, in Höhe der Schulter- und Hüftgegend eingebracht. Zu 

diesem Zweck wurde das Fell an den jeweiligen Stellen geschoren, die Haut desinfiziert und 

https://creativecommons.org/publicdomain/zero/1.0/legalcode
https://creativecommons.org/publicdomain/zero/1.0/legalcode
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ein Schnitt der Haut (7 mm) durchgeführt. Daraufhin wurde ein Lager in das subkutane 

Gewebe präpariert und die vorbehandelten Träger eingesetzt. Die Wunden wurden subkutan 

mit resorbierbaren und kutan mit nichtresorbierbaren Nähten verschlossen. Die Ratten er-

hielten nach der Operation zur Analgesie Caprofen (5 mg/ kg KG subkutan). Während der 

Einheilphase der Träger entstanden weder Wunddehiszenzen noch Infektionen bei den Ver-

suchstieren. Ebenso konnte kein auffälliges oder apathisches Verhalten festgestellt werden. 

Die Ratten konnten sich in ihren Käfigen frei bewegen, Futter und Wasser standen ihnen 

frei zur Verfügung. Es wurden insgesamt 12 Ratten operiert. In das subkutane Gewebe jeder 

Ratte wurden 8 mit Zellen vorbesiedelte Träger (Zellanzahl siehe Tabelle 13) implantiert 

(zwei Träger in die rechte obere Flanke, zwei Träger in rechte untere Flanke, zwei Träger in 

die linke obere Flanke und zwei Träger in die linke untere Flanke) (siehe Abbildung 7) und 

für 14 oder 28 Tage belassen. Nach einem Zeitraum von 14 bzw. 28 Tagen erfolgte unter 

der Gabe einer peritonealen Anästhesie (Ketamin 100 mg/ kg KG und Medetomidin  

0,2 mg/ kg KG) die Entnahme der Träger. Die Entnahmestellen wurden wieder von Fell-

haaren befreit, die zugeheilten Narben eröffnet, die Träger aus dem subkutanen Gewebe 

freipräpariert und in Eppendorf-Röhrchen mit 4 % PFA (Paraformaldehyd, Merck, Darm-

stadt) zur weiteren Verwendung konserviert. Postoperativ wurden die Versuchsratten bis zu 

ihrem natürlichen Tod in der Tierversuchsabteilung der UMG Göttingen gehalten. 

 

Abbildung 7: Ratte mit Positionierung der Träger; unten links Träger eins und zwei, oben 

links Träger drei und vier, oben rechts Träger fünf und sechs, unten rechts Träger sieben 

und acht (Negativkontrolle); Zellbesiedlung siehe Tabelle 13 
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2.8 Einbetten der Proben in Technovit und Zuschneiden der Träger 

Nach der Entnahme der Proben aus den Ratten wurden diese für mindestens 24 Stunden in 

4% PFA (Merck, Darmstadt) fixiert. Träger mit den PKH gefärbten Zellen wurden zunächst 

unmittelbar unter dem konfokalen Lasermikroskop gescannt (FV1000, Olympus, Tokyo, Ja-

pan, siehe Tabelle 2) und anschließend für die geplanten Untersuchungen weiterverarbeitet. 

Sofern notwendig, erfolgte die Dehydrierung der Matrizes in einer aufsteigenden Alkohol-

reihe (Merck, Darmstadt), beginnend mit 70 % für 20 Minuten, dann zweimal je 20 Minuten 

mit 96 % und dreimal für je 20 Minuten mit reinem Alkohol. Danach wurden diese für  

72 Stunden in Xylol (Merck, Darmstadt) gelegt, in Methylmethacrylat (Technovit 9100) nach 

Herstellerangaben eingebettet (Heareus Kulzer, Hanau) und im Kühlschrank bei -3 Grad 

Celsius für 48 Stunden ausgehärtet. Die Acrylatblöckchen wurden auf Objektträger geklebt 

(LOCTITE 420 Sofortklebstoff, Henkel, Garching), für 48 Stunden getrocknet und vertikal 

zu der Achse des Trägers mit einer Diamantbandsäge auf ca. 300 µm Stärke zurückgeschnit-

ten (Donath und Breuner 1982). Folgend wurden die Proben mit einem Trenndünnschliff-

gerät auf 75 µm Stärke abgeschliffen, mit einer Polierscheibe poliert und standen nun für 

weiterführende immunhistochemische und lichtmikroskopische Färbungen bereit. Vor den 

Färbungen (Smith Karagianes, Osteopontin und In-situ-Hybridisierung) wurden die Träger 

erneut entplastet. 

2.9 Entplastung und Färbung der Träger mit Smith Karagianes 

Um kalzifizierten Knochen darzustellen, wurde die Färbung nach Smith Karagianes benutzt 

(Smith und Karagianes 1974). Zunächst wurden die Proben dreimal für je 20 Minuten in 

reinem Xylol entplastet. Es folgte das Einlegen in MEA für 20 Minuten und über Nacht. Am 

nächsten Tag wurden die Proben zweimal für je 5 Minuten mit Aceton behandelt und zwei-

mal je 2 Minuten mit Aqua dest. (Aqua destillata) gespült. Nach der Entplastung wurden auf 

die Schliffe für 30 Sekunden bei 80 Grad Celsius Löfflers Methylenblaulösung 1287 (Merck, 

Darmstadt) aufgebracht. Dann wurden die Schliffe mit Leitungswasser gespült und luftge-

trocknet. Es wurde eine Lösung aus 0,5 g Alizarinrot S 5229 (Merck, Darmstadt) und 45 ml 

Aqua bidestillata mit einem pH-Wert zwischen 6,0-6,3 hergestellt. Im Anschluss folgte die 

Behandlung der Proben mit dem vorbereiteten Alizarinrot S bei Zimmertemperatur für  

60 Sekunden. Es folgte die Spülung der Schliffe mit Leitungswasser und die Trocknung an 

der Raumluft. Die Schliffe wurden mit Entellan© Neu 1.07961.0500 (Merck, Darmstadt) 

eingedeckt. 

2.10 Darstellung humaner Zellen mittels In-situ-Hybridisierung 

Innerhalb des genetischen Materials von Primaten zeigen sich speziesspezifische Alu-Gense-

quenzen, die nur auf das Genom von Primaten beschränkt sind (Rowold und Herrera 2000; 
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Kriegs et al. 2007). Mithilfe markierter DNA-Sonden, die an die Alu-Sequenzen binden, kön-

nen diese durch eine In-situ-Hybridisierung detektiert werden und somit humane Zellen auf 

xenogen transplantierten Matrizes eindeutig nachweisen. Die hierfür verwendete DIG (Di-

goxigenin)-DNA-Sonde bindet komplementär an die zu detektierende DNA-Sequenz (Alu-

Sequenz) im Zellkern (siehe Abbildung 8). Für die chromogene In-situ-Hybridisierung 

(CISH) wurde das ZytoFast Kit (ZytoVision, Bremerhaven) mit einer DIG-markierten Zy-

toFast-Sonde (DIG-Sonde) verwendet (siehe Tabelle 6). Zunächst wurden die Schliffe ent-

plastet (siehe 2.9) und die Proben wurden für 10 Minuten in 3% H₂O₂ gestellt, mit Aqua 

dest. gewaschen und abgetupft. Pepsin Solution wurde auf die Proben gegeben, und diese 

wurden für 20 Minuten im Wärmeschrank gelagert (37 Grad Celsius, in einer feuchten Kam-

mer). Daraufhin wurden die Träger in Aqua dest. eingetaucht, für 15 Minuten in der Heat 

Pretreatment Solution EDTA inkubiert und in Aqua dest. gewaschen. Infolgedessen wurden 

8 µl der ZytoFast DNA (+) Control Probe auf jeden Träger auftragen und 8 µl der ZytoFast 

DNA (-) Control Probe auf die Negativkontrolle aufgetropft, luftblasenfrei mit einem Deck-

glas abgedeckt, versiegelt, für 5 Minuten bei 75 Grad Celsius denaturiert und in einer feuch-

ten Kammer in einem Wärmeschrank bei 37 Grad Celsius für 60 Minuten aufbewahrt. Nach 

der Entfernung der Deckgläser folgte das Eintauchen der Proben in Wash Buffer TBS bei 

55 Grad Celsius und danach in Wash Buffer TBS bei Raumtemperatur (jeweils 5 Minuten). 

Weiterhin wurden 3-4 Tropfen Mouse-Anti-DIG aufgetropft, die Träger in einer feuchten 

Kammer in einem Wärmeschrank bei 37 Grad Celsius (30 Minuten) abgelegt, in Wash Buffer 

TBS gewaschen, 3-4 Tropfen Anti-Mouse-HRP-Polymer aufgebracht und in einer feuchten 

Kammer in einem Wärmeschrank gelagert (30 Minuten bei 37 Grad Celsius). Es erfolgte eine 

Reinigung der Proben in Wash Buffer TBS, eine Auftragung von 3-4 Tropfen DAB Solution 

(30 µl DAB Solution A gemischt mit 30 µl DAB Solution B) mit einer anschließenden Inku-

bation von 30 Minuten bei Raumtemperatur und eine Reinigung der Objektträger unter lau-

fendem Leitungswasser. Ferner wurde mit Nuclear Blue Solution eine Gegenfärbung für  

3-4 Minuten durchgeführt und die Objektträger unter laufendem Leitungswasser gewaschen 

(2 Minuten). Die Gegenfärbung des Gewebes erfolgte mit Eosin (0,1%) für 90 Sekunden. 

Die Träger wurden danach in Aqua dest. gesäubert, in Alkohol entwässert (70 % für  

1 Minute, zweimal in 96 % für je eine Minute, zweimal in 100 % für je zwei Minuten) und 

zweimal in Xylol für je zwei Minuten gelegt. Schließlich erfolgte die Eindeckung mit 

Mounting Solution.  
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Abbildung 8: Schema der In-situ-Hybridisierung; auf der menschlichen DNA liegende Alu-

Sequenzen werden mittels gefärbter DNA-Sonde lichtmikroskopisch sichtbar gemacht; 

positiv markierte Zellen erscheinen im Lichtmikroskop braun gefärbt 

2.11 Immunhistochemischer Nachweis mittels Osteopontin 

Das Glykoprotein Osteopontin wird von Osteoklasten und Osteoblasten gebildet und in den 

Knochen eingebaut (Butler 1989). Die Dünnschliffe wurden zunächst entplastet (siehe 2.9). 

Danach erfolgte die Antigendemaskierung mittels einer EnVision™ FLEX Target Retrieval 

Solution High pH-Puffers K8004 (Dako A/S, Glostrup, Dänemark) (pH=8,5) in einem 

Drucktopf bei 121 Grad Celsius (30 Sekunden), dann bei 90 Grad Celsius (10 Sekunden) und 

einer Abkühlung im Eiswasser (5 Minuten). Die Proben wurden in Aqua dest. gewaschen 

und die endogene Peroxidase mit je 100 µl Peroxidase Blocking Reagent S2023 geblockt 

(Dako, Hamburg). In einer feuchten Kammer fanden für 17 Minuten die Inkubation und ein 

Waschen in PBS statt. Es folgte die Weiterbehandlung der Dünnschliffe mit 10 % Swine 

Serum Normal X0901 (Dako, Hamburg), dann mit 0,3 % Triton X-100 3051.1 (Carl Roth, 

Karlsruhe) und eine erneute Inkubation in einer feuchten Kammer (60 Minuten). Als Pri-

märantikörper wurde Osteopontin MP III B10, 1:200 (DSHB, Iowa City, USA) gewählt, für 

18 Stunden bei 4 Grad Celsius in einer feuchten Kammer auf den Schliffen belassen und 

danach mit PBS abgewaschen. Daraufhin inkubierte der Sekundärantikörper Goat Anti-

Mouse IgG H+L, 1:1000 (Abcam, Cambridge, England) in einer feuchten Kammer auf den 

Proben (60 Minuten) und wurde darauffolgend mit PBS abgespült. Weiterführend wurde ein 

Ansatz aus 1 ml Liquid DAB-Puffer (Dako, Hamburg) gemischt mit einem Tropfen Sub-

strate Chromogen System K3468 (Dako, Hamburg) hergestellt, 100 µl dieses Ansatzes auf je 

eine Probe aufgebracht und unter Lichtausschluss inkubiert (15 Minuten). Die Farbreaktion 

wurde durch Eintauchen in Aqua dest. gestoppt und die Proben mehrmals in Aqua dest. 

gewaschen. Die Gegenfärbung erfolgte für 5 Sekunden in frisch filtrierter Mayers Hämalaun-

lösung HX 87717149 (Merck, Darmstadt). Die Schliffe wurden mit Leitungswasser gesäu-

bert, bis der Farbschleier entfernt war (7 Minuten mit Leitungswasser bläuen lassen). Die 

Dehydrierung erfolgte in einer aufsteigenden Alkoholreihe (75 % für 1 Minute, zweimal 96 
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% für je 1 Minute, dreimal 100 % für je 1 Minute). Es schloss sich eine Lagerung in Xylol an 

(dreimal für je 1 Minute). Mit Entellan© Neu 1.07961.0500 (Merck, Darmstadt) wurden die 

Proben luftblasenfrei eingedeckt und somit haltbar gemacht. 

2.12 Statistische Auswertung 

Die gefärbten Schliffe wurden lichtmikroskopisch mit AxioVert und dem BZ-X Keyence 

Mikroskop (siehe Tabelle 2) fotografiert. Um die untersuchten Größen zu messen, wurde 

das Bildverarbeitungsprogramm ImageJ verwendet (siehe Tabelle 3). Zur statistischen Aus-

wertung wurde die Software GraphPadPrism 5.0 (siehe Tabelle 3) zur Hilfe genommen. Es 

sind jeweils mindestens drei Proben pro Versuch durchgeführt worden. Die morphometri-

schen Untersuchungen und die Unterschiede im Ausprägungsgrad wurden analysiert mittels 

statistischer Tests nach Kruskal-Wallis. Für die qRT-PCR wurden das Δct mathematische 

Model für relative Quantifikation (Livak und Schmittgen 2001) und die Analyse nach Mann-

Whitney verwendet. Die Ergebnisse wurden mit Hilfe von Graphen dargestellt und auf Sig-

nifikanzen mit dem Test nach Mann-Whitney geprüft. Auf der Ordinate ist die Konzentra-

tion des Gens logarithmisch dargestellt (∆CT-Wert). Auf der Abszisse sind die untersuchten 

Proben der Zellen von MSC, HUVEC und Kokultur (MSC mit HUVEC) auf den Kalzium-

karbonatträgern zu sehen.  
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3 Ergebnisse 

3.1 In-vitro-Vitalfärbung mit PKH 26 und 67 

Es wurden Fibronektin beschichtete Kalziumkarbonatträger mit PKH gefärbten Zellen be-

siedelt und nach 96 Stunden unter dem konfokalen Lasermikroskop FV1000 mikroskopiert 

(in vitro). Die Träger waren von einem dichten Zellrasen bedeckt und die MSC zeigten sich 

in der erwarteten Rotfärbung, sowie die HUVEC in grün. HUVEC und MSC wiesen ein 

expandierendes Wachstum auf und organisierten sich zu Zellclustern. Dieses Phänomen war 

in besonderem Maße in der Kokultur zu beobachten (siehe Abbildung 9). 

 

Abbildung 9: Kalziumkarbonatträger wurden mit MSC (gefärbt mit PKH 26) und HUVEC 

(gefärbt mit PKH 67) besiedelt; diese wurden nach 96 Stunden in vitro mikroskopiert. 

Mikroskop: siehe Abbildung 6 

3.2 In-vivo-Vitalfärbung mit PKH 26 und 67 

Weitere Träger, die mit PKH gefärbten Zellen besiedelt waren, wurden nach 14 und  

28 Tagen aus den Ratten explantiert und unter dem konfokalen Lasermikroskop FV 1000 
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gescannt (in vivo, siehe Abbildung 10). Der Kalziumkarbonatträger besaß eine blaue Eigen-

fluoreszenz. Die Zellen leuchteten weiterhin in den erwarteten Farben (MSC in Rot und 

HUVEC in Grün) und zeigten eine Vermehrung der Zellanzahl auf. Auf den Trägern, die 

mit MSC und HUVEC kobesiedelt waren, gruppierten sich die Zellen zu Clustern. Diese 

Cluster standen über tubuläre Strukturen, die von den HUVEC gebildet worden waren, mit-

einander in Kontakt. 

 

Abbildung 10: Kalziumkarbonatträger (blau) mit MSC (rot, PKH 26) und HUVEC (grün, 

PKH 67) nach Explantation aus Ratte (14 und 28 Tage Verweildauer). Ratte: siehe Abbil-

dung 6 
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3.3 Expression von osteogenen und angiogenen Faktoren 

3.3.1 CD31, VEGF und vWF 

CD31 wurde in der Gruppe der HUVEC mehr exprimiert als in der Gruppe der Kokultur. 

Die Expression von CD31 war bei den HUVEC im Vergleich zu den MSC signifikant höher 

(p = 0,02). Dies zeigte sich ebenfalls in der Kokultur. Hier war die Expression von CD31 

ebenfalls signifikant erhöht (p = 0,006). VEGF wurde in den Gruppen der MSC und 

HUVEC ähnlich stark exprimiert, es konnte keine Signifikanz festgestellt werden. Auch in 

der Kokultur wurde VEGF deutlich exprimiert. Diese Expression war jedoch im Vergleich 

zu der Gruppe der MSC signifikant reduziert (p = 0,05). In der Kokultur stellte sich die 

Expression von vWF in einem etwas höherem Maße als in den beiden Vergleichsgruppen 

dar, war jedoch nicht signifikant (siehe Abbildung 11). 

 

Abbildung 11: Expression von CD31, VEGF und vWF in den Proben der Gruppen der 

MSC und HUVEC, sowie in der Kokultur. Relative Proteinexpression (* = p≤0,05; 

** = p≤0,006) 

3.3.2 OPG, Runx2 und Osteonectin 

OPG wurde in der Gruppe der MSC signifikant mehr exprimiert als in der Gruppe der 

HUVEC (p = 0,02). Ebenso exprimierten MSC signifikant mehr OPG als die Kokultur  
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(p = 0,04). In der Gruppe der HUVEC wurde signifikant weniger Runx2 und Osteonectin 

exprimiert als in der Gruppe der MSC (Runx2 p = 0,03 und Osteonectin p = 0,02). Die 

Kokultur exprimierte signifikant mehr Runx2 und Osteonectin als die Gruppe der HUVEC 

(Runx2 p = 0,02 und Osteonectin p = 0,0006) (siehe Abbildung 12). 

 

Abbildung 12: Expression von OPG, Runx2 und Osteonectin in den Proben der Gruppen 

der MSC und HUVEC, sowie in der Kokultur. Relative Proteinexpression (* = p≤0,04; 

*** = p≤0,0006) 

3.4 CISH zur Detektierung humaner Zellen 

Die Gruppe der MSC zeigte nach 14 Tagen den höchsten Anteil positiver Signale mithilfe 

der immunhistochemischen Färbung verglichen mit der Gruppe der HUVEC (p = 0,0001) 

und der Kokultur (p = 0,0001) (siehe Abbildung 13). Nach 28 Tagen konnten weniger posi-

tive Signale in allen drei Gruppen detektiert werden, wobei auf dem Träger mit den MSC 

wieder die signifikant mehr positiven Signale zu finden waren als auf den Trägern mit den 

HUVEC (p = 0,0001) und der Kobesiedlung (p = 0,0001) (siehe Abbildung 14). 
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Abbildung 13: Anzahl der in situ positiven Zellen in Prozent nach 14 Tagen; positiv 

gefärbten Zellen (braun) sind mit Stern gekennzeichnet (**** = p≤0,0001) 

 

Abbildung 14: Anzahl der in situ positiven Zellen in Prozent nach 28 Tagen; positiv 

gefärbte Zellen (braun) sind mit Stern gekennzeichnet (**** = p≤0,0001) 

3.5 Neovaskularisierung auf  in vivo präkultivierten Matrizes 

Nach 14-tägigem Verbleib der Träger in den Ratten stieg die Gefäßanzahl im Vergleich zu 

den unbesiedelten Trägern signifikant bei der MSC-Gruppe (p = 0,0001) und der HUVEC-

Gruppe (p = 0,001) an (siehe Abbildung 15). Diese signifikant erhöhte Gefäßanzahl war auch 

nach 28 Tagen nach Implantation der Träger in die Ratten bei der MSC-Gruppe (p = 0,005), 

der HUVEC-Gruppe (p = 0,003) und sogar bei der Kokultur-Gruppe (p = 0,04) feststellbar 

(siehe Abbildung 16). Zusammenfassend zeigte sich, dass die Vaskularisation in vivo auf den 

prävaskularisierten Trägern höher war als auf den unbesiedelten Kontrollträgern.  
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Abbildung 15: Gefäßanzahl pro 0,1 mm² auf Kalziumkarbonatträgern nach 14 Tagen; 

Gefäße blau (mit Stern gekennzeichnet), mineralisierter Träger braun (*** = p≤0,001; 

**** = p≤0,0001) 

 

Abbildung 16: Gefäßanzahl pro 0,1 mm² auf Kalziumkarbonatträgern nach 28 Tagen; 

Gefäße blau (mit Stern gekennzeichnet), mineralisierter Träger braun (* = p≤0,04; 

** = p≤0,005) 

3.6 Mineralisation auf  in vivo präkultivierten Matrizes 

3.6.1 Smith Karagianes 

Die Auswertung der Smith Karagianes Färbung in vivo zeigte einen erhöhten Mineralisati-

onsgrad auf den prävaskularisierten Trägern im Vergleich zu den unbesiedelten Kontrollträ-

gern. Die MSC- und die Kokultur-Gruppe brachte eine signifikant erhöhte Mineralisation im 
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Vergleich zur unbesiedelten Kontrollgruppe nach 14 Tagen hervor (für die MSC-Gruppe p 

= 0,004, für die Kokultur-Gruppe p = 0,0001). Die Gruppe der Kokultur entwickelte eine 

signifikant erhöhte Mineralisation gegenüber den HUVEC (p = 0,04). Jedoch zeigte sie im 

Vergleich zur MSC-Gruppe keine Signifikanz auf (siehe Abbildung 17). Die Signifikanz der 

MSC-Gruppe zur unbesiedelten Kontrollgruppe blieb auch nach 28 Tagen bestehen 

(p = 0,01), andere Signifikanzen waren aber nicht mehr feststellbar (siehe Abbildung 18). 

 

Abbildung 17: Anteil der Mineralisation am Gesamtpräparat in Prozent nach 14 Tagen, 

Mineralisation braun (* = p≤0,04; ** = p≤0,004; **** = p≤0,0001) 

 

Abbildung 18: Anteil der Mineralisation am Gesamtpräparat in Prozent nach 28 Tagen, 

Mineralisation braun (* = p≤0,01) 

3.6.2 Osteopontinexpression auf  in vivo präkultivierten Matrizes 

Bei der Untersuchung der Proben mit Hilfe der immunhistochemischen Osteopontinfär-

bung konnte nach 14 Tagen eine signifikant erhöhte Osteopontinbildung in der MSC- und 
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Kokultur-Gruppe im Vergleich zur Negativgruppe festgestellt werden (MSC p = 0,0001, 

Kokultur p = 0,0001). MSC und die Kokultur zeigten sich signifikant erhöht gegenüber den 

HUVEC (p = 0,04). Die HUVEC-Gruppe erreichte keine signifikanten Werte (siehe Abbil-

dung 19). Dies änderte sich jedoch nach 28 Tagen. Nach diesem Zeitraum waren alle drei 

Gruppen im Vergleich zur Negativgruppe signifikant, wobei die MSC-Gruppe die höchste 

Signifikanz aufwies (MSC p = 0,0001, HUVEC p = 0,002, Kokultur p = 0,0006) (siehe Ab-

bildung 20). 

 

Abbildung 19: Anteil der Mineralisation am Gesamtpräparat in Prozent nach 14 Tagen; po-

sitiv gefärbtes Gewebe braun (mit Stern gekennzeichnet) (* = p≤0,04; **** = p≤0,0001) 

 

Abbildung 20: Anteil der Mineralisation am Gesamtpräparat in Prozent nach 28 Tagen; po-

sitiv gefärbtes Gewebe braun (mit Stern gekennzeichnet) (** = p≤0,002; *** = p≤0,0006; 

**** = p≤0,0001) 
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4 Diskussion 

4.1 In-vivo-Nachweis von MSC und HUVEC mit Hilfe von CISH 

Mit Hilfe der CISH-Färbung konnten auf den Trägern humane Zellen nach 14 und nach  

28 Tagen Inkubation in den RNU-Ratten detektiert werden. Sowohl nach 14 Tagen als auch 

nach 28 Tagen waren signifikant mehr positive Signale bei den MSC zu finden (**** = 

p≤0,0001). Insgesamt ging die Anzahl menschlicher Zellen zurück. Um die Abstoßungsre-

aktion zwischen den in dieser Arbeit verwendeten humanen Zellen und den Ratten so gering 

wie möglich zu halten, wurden atymische RNU-Ratten ausgewählt. Diese zeigten in anderen 

Untersuchungen bezüglich Tissue Engineering gute Ergebnisse (Wang et al. 2019) und redu-

zieren die Gefahr einer immunologischen Antwort auf menschliches Material (Bhamb et al. 

2019). Jedoch kann eine Eliminierung menschlicher Zellen durch das Immunsystem der 

RNU-Ratten im Tiermodell nicht zur Gänze ausgeschlossen werden (Hougen 1991; Rolstad 

2001). 

4.2 Zelluläre Präkultivierung resultiert in einer Veränderung der 

Angiogenese 

Eine optimale Regeneration und Differenzierung erfordern eine Anbindung an eine suffizi-

ente vaskuläre Versorgung transplantierter Gewebe. Daher wird die Differenzierung von 

neuen Gefäßen innerhalb von osteogenen Transplantaten angestrebt (Chen X et al. 2018). 

Gewünscht ist eine Verbindung zwischen Transplantatgewebe und -bett durch das Einspros-

sen von Kapillaren (Shanbhag et al. 2016), um die Sauerstoff- und Nährstoffversorgung so-

wie den Abtransport von Stoffwechselmetaboliten im Inneren des Transplantats zu gewähr-

leisten (Rao et al. 2012). Im Fokus stehen daher endotheliale und mesenchymale Zellen, da 

diese u.a. die Gefäßentstehung unterstützen und stabilisieren (Joensuu et al. 2018; Kocherova 

et al. 2019). So konnte beschrieben werden, dass Kokulturen von HUVEC und MSC in vitro 

eine vermehrte angiogene Differenzierung bewirken können (Liu et al. 2013; Seebach et al. 

2012; Fu et al. 2014; Pirraco et al. 2014; Böhrnsen und Schliephake 2016). Dies erklärt sich 

durch die perizytär, proangiogene Unterstützung der endothelialen Differenzierung von 

HUVEC durch MSC, indem proangiogene Wachstumsfaktoren (wie z. B. VEGF) exprimiert 

werden (Furumatsu et al. 2003). Das Fehlen dieser zellulären Strukturen führt dagegen oft 

zu einer insuffizienten Angiogenese (Rao et al. 2012; Kocherova et al. 2019). In dieser Studie 

stellte sich auf den Trägern eine erhöhte Expression von vWF dar, der als angiogener Marker 

bei der Gefäßneubildung von endothelialen Zellen gebildet wird und in der Kokultur am 

stärksten ausgeprägt war (Böhrnsen und Schliephake 2016; Chen W et al. 2018; Randi et al. 

2018). Zudem zeigte sich, dass eine zelluläre Präkultivierung in einer signifikant verbesserten 

angiogenen Differenzierung resultieren kann (HUVEC *** = p≤0,001 und MSC **** = 

p≤0,0001). Trotz vermehrter Gefäßbildung in der Kokultur stellte sich diese nach 14 Tagen 
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als noch nicht signifikant unterschiedlich zu den unbesiedelten Trägen heraus. Eine signifi-

kante Verbesserung präsentierte sich erst nach 28 Tagen. Darüber hinaus wiesen endothelial 

besiedelte Träger eine noch höhere Gefäßanzahl als die Träger der Kokultivierung auf. Diese 

war nach 14 Tagen bereits signifikant (*** = p≤0,001) gegenüber den unbesiedelten Trägern 

und blieb es auch nach 28 Tagen (** = p≤0,005). Endothelial präkultivierte Träger präsen-

tierten zudem erwartungsgemäß die höchste Expression von CD31 (Usuda et al. 2018). Ent-

gegen der Annahme, dass MSC die angiogene Funktion der HUVEC in der Kokultur unter-

stützen und fördern (Hofmann et al. 2008), zeigte die Kokultivierung von HUVEC und MSC 

jedoch eine geringere CD31 Expression (Kang et al. 2013). Da CD31 zudem als interzellulä-

res endotheliales Zelladhäsionsmolekül agiert, können diese Verbindungen durch eine Ko-

kultivierung gestört werden (Kang et al. 2013). Darüber hinaus wird CD31 kaum von hMSC 

exprimiert (Lin et al. 2013). Oskowitz et al. (2011) schrieben MSC jedoch einen relevanten 

proangiogenen Effekt zu. Ebenso werden MSC in Untersuchungen auf Zellkulturebene eine 

bedeutende Rolle beim Aufbau und der Stabilisation von Gefäßen zugeteilt (Schott et al. 

2021). Von allen Trägern zeigen MSC präkultivierte Träger die höchste Gefäßanzahl nach 14 

Tagen. In dem kürzeren Beobachtungszeitraum wurde deutlich, dass eine zelluläre Präkulti-

vierung unabhängig von der Zellzusammensetzung eine Vermehrung der Gefäßanzahl im 

Gegensatz zu einer Nichtbesiedlung hervorbringt. Auch nach einem längeren Beobachtungs-

zeitraum von 28 Tagen ist dieser angiogene Effekt noch deutlich. In vivo stellte sich jedoch 

kein Vorteil einer gleichzeitigen Anwesenheit von MSC und HUVEC ein. Die Gefäßanzahl 

war bei den HUVEC und den MSC nach 28 Tagen vergleichbar. Diese Resultate decken sich 

ebenfalls mit denen der Expression von VEGF. Das Expressionsniveau von VEGF erwies 

sich bei MSC und HUVEC als stabil. Die Kokultur präsentierte hingegen keinen vermehrten 

Anstieg von VEGF. Jedoch sind nach längeren Beobachtungszeiträumen höhere VEGF Ex-

pressionen in Kokulturen nachgewiesen worden (Chiesa et al. 2020).  

Zusammenfassend zeigten unsere Analysen, dass eine zelluläre Präkultivierung unabhängig 

von der Kokultivierung zu einer signifikant verbesserten angiogenen Differenzierung beitra-

gen kann. Melchiorri et al. (2014) beschrieben ebenfalls einen verringerten suffizienten Ge-

fäßanteil in kokulturell besiedelten Trägern in vitro. Eine Mischung von HUVEC und MSC 

kann zu einem reduzierten Zell-Zell-Kontakt führen und somit den Aufbau mikrokapillärer 

Strukturen verhindern. Zudem ist es möglich, dass die robustere Proliferation und Differen-

zierung der hMSC das sensiblere Wachstum der HUVEC mindern (Kang et al. 2013). 
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4.3 Zelluläre Präkultivierung resultiert in einer Veränderung der 

Mineralisation 

Neben dem Einsatz geeigneter Trägermaterialien, wie das in dieser Arbeit verwendete Kal-

ziumkarbonat, gilt die Nutzung von angiogenen und osteogenen Vorläuferzellen als eine Me-

thode im Bereich des Tissue Engineerings, um die Knochenregeneration zu steigern (Hut-

chings et al. 2020). Durch den Gebrauch von MSC und HUVEC kann die Osteogenese ge-

fördert werden (Chen J et al. 2018). Mit Hilfe der Färbung nach Smith Karagianes und Os-

teopontin konnte nach einem Zeitraum von 14 Tagen in vivo eine Steigerung der Minerali-

sation auf den präkultivierten Trägern festgestellt werden. Die Proben mit der Kokultivie-

rung zeigten dabei die stärkste Tendenz zur Mineralisation. Diese war signifikant (**** = 

p≤0,0001) zu den unbesiedelten Trägern. Auch Deng et al. (2017) konnten in ihrer Studie 

bei Trägern mit einer Kokultivierung eine verstärkte Mineralisation bestimmen. Ebenso 

konnte in unserer Studie bei dem osteogenen Marker Osteonectin in der Kokultur die 

stärkste Expression gezeigt werden. Dies weist auf einen synergistischen osteogenen Effekt 

der Kokultur hin, den bereits Böhrnsen und Schliephake in ihrer Arbeit zeigen konnten 

(Böhrnsen und Schliephake 2016). Runx2, der als weiterer osteogener Marker in dieser Arbeit 

untersucht wurde, hat einen entscheidenden Einfluss auf die Differenzierung von Osteoblas-

ten und somit auf das Knochenwachstum (Ziros et al. 2008). Auch hier konnte in der Ko-

kultivierung eine höhere Expression als bei den MSC festgestellt werden, was auf den unter-

stützenden osteogenen Effekt der Kokultur hinweist. Während Kang et al. (2013) in ihrer 

Studie eine vermehrte Expression von Runx2 in der Gruppe der MSC zeigen konnten, zeig-

ten weiterführende Untersuchungen, dass Runx2 in der Kokultur im Vergleich zu MSC-

Monokulturen durchaus vermehrt exprimiert werden kann (Bidarra et al. 2011; Chen J et al. 

2018).  

In vivo zeigt die Auswertung der Färbungen nach Smith Karagianes und Osteopontin nach 

28 Tagen ebenfalls eine erhöhte Mineralisation auf den prävaskularisierten Trägern im Ver-

gleich zu den unbesiedelten Kontrollträgern. Hervorzuheben ist, dass die Besiedlung nur mit 

MSC bei einem längeren Beobachtungszeitraum (28 Tage) hier einen Vorteil bietet. Dieser 

osteogene Vorteil war gegenüber den Kontrollträgern signifikant (Smith Karagianes * = 

p≤0,01 und Osteopontin **** = p≤0,0001). Ebenso konnten Zhang B et al. (2017) in ihrer 

Studie nach einer ähnlich langen Untersuchungszeit eine erhöhte Mineralisation auf Trägern, 

die mit MSC präkultiviert wurden, beschreiben. Auch die Expression von Osteoprotegerin 

war bei der MSC-Kultivierung im Vergleich zu den anderen Gruppen signifikant ausgebildet 

(* = p≤0,04). Zudem wird OPG von mesenchymalen Stammzellen exprimiert (Corallini et 

al. 2011; Lee et al. 2017) und wirkt über das Osteoprotegerin-/ RANKL-System Osteoklas-

ten hemmend und somit pro-osteogen (Haubeck 2019; Rochette et al. 2019). Entgegen der 

Annahme, dass auch HUVEC OPG ausbilden (Zannettino et al. 2005; Corallini et al. 2011; 

Rochette et al. 2019), konnte in dieser Gruppe eine nur sehr geringfügige Expression festge-

stellt werden. Der osteogene Vorteil der Kokultur, der sich innerhalb der ersten 14 Tage 
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gezeigt hatte, ging nach einem längeren Beobachtungszeitraum in vivo verloren. In der Lite-

ratur sind unterschiedliche Ergebnisse zu finden, ob eine Kokultivierung mit beiden Zellar-

ten zu einer erhöhten Mineralisation und somit zu einer erhöhten Knochenentwicklung füh-

ren kann. In einigen In-vitro-Studien zeigte sich ein Vorteil der Kokultur (Correia et al. 2011; 

Oryan et al. 2014; Böhrnsen und Schliephake 2016). Durch ein Zusammenbringen von 

HUVEC und hMSC können die HUVEC ein die hMSC unterstützendes Verhalten hervor-

bringen, welches sich in einer stärkeren osteogenen Differenzierung der hMSC zeigt (Bidarra 

et al. 2011; Steiner et al. 2012). Jedoch konnte im Gegensatz dazu in anderen Studien kein 

Vorteil festgestellt werden (Cornejo et al. 2012; He et al. 2012; Kuss et al. 2018), was mit den 

In-vivo-Ergebnissen dieser Arbeit über eine längere Inkubationszeit übereinstimmt. Laut 

Meury et al. (2006) konnte sogar eine erschwerte Osteoblastendifferenzierung in Gegenwart 

von Endothelzellen gezeigt werden. Bei der Wahl einer Kobesiedlung besteht die Schwierig-

keit, die Umgebung der Zellkultivierung (z. B. Kulturmedium) so zu wählen, dass sowohl die 

Angiogenese als auch die Osteogenese gefördert wird, ohne eine der beiden Differenzierun-

gen zu beeinflussen (Schott et al. 2021). Ein weiterer Grund für ein negatives Ergebnis kann 

ein ungünstiges Verhältnis der Zellzahl von HUVEC zu hMSC in der Besiedlung der Träger 

sein. Als zusätzliche Regulierungsmöglichkeit für weiterführende Arbeiten kann das Verhält-

nis verändert werden, um das osteogene und angiogene Potential dieser Zellen besser aus-

schöpfen zu können (Correia et al. 2011; Kang et al. 2013). In der Literatur sind jedoch 

inhomogene Aussagen zum Besiedlungsverhältnis von HUVEC zu hMSC zu finden (Kirk-

patrick et al. 2011; Rao et al. 2012; Ma et al. 2014; Carvalho et al. 2019; Kocherova et al. 

2019) 

4.4 Ausblick 

Die Ergebnisse dieser Studie zeigen, dass eine Präkultivierung nur mit MSC einen potenten 

angiogenen und osteogenen Effekt hat. Somit sollte in weiterführenden Arbeiten die Frage 

diskutiert werden, ob HUVEC für In-vivo-Versuche geeignet sind, oder weitere Versuche 

nur mit MSC geplant werden, da diese ein robustes Wachstum in xenogenen Geweben zeigen 

und in der Zellkultur einfach zu kultivieren sind (Fabre et al. 2019). HUVEC dagegen sind 

in der Kultivierung anfälliger für Infektionen und reagieren empfindlicher auf Störungen in 

der Zellkultur. Sie reagieren auf die Zusammenstellung des Kulturmediums sensibel (Ko-

cherova et al. 2019). Darüber hinaus sind die optimalen Kultivierungsbedingungen für en-

dotheliale Zellen aktuell noch Teil wissenschaftlicher Untersuchungen (Dong et al. 1997; 

Sobczak et al. 2010; Dömer et al. 2021). Auch die Wahl der Zelldichte in der Kokultivierung 

mit MSC hat Auswirkung auf das Wachstum der HUVEC (Kirkpatrick et al. 2011; Rao et al. 

2012; Ma et al. 2014; Carvalho et al. 2019; Kocherova et al. 2019). Diese Sensitivitäten kön-

nen dazu geführt haben, dass mit Hilfe der CISH-Färbung weniger Zellen bei den HUVEC 

und in der Kokultur nachweisbar waren. Weiterführende Studien zur Charakterisierung von 

inter- und intrazellulärer Interkation von HUVEC sind daher notwendig, um eine mögliche 
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Kokultivierung mit MSC zu optimieren. Dies wäre u. a. mit Hilfe von Bioreaktoren möglich 

(Schott et al. 2021; Kazimierczak und Przekora 2022). In diesem Modell kann eine später 

gewünschte In-vivo-Gewebeperfusion unter Berücksichtigung der gefäßspezifischen Hämo-

dynamik in vitro nachgebildet werden (Motherwell et al. 2019). Der künstlich induzierte 

Durchfluss des Zellmediums aktiviert mittels Scherspannung die Zellproliferation und -dif-

ferenzierung (Kazimierczak und Przekora 2022). Zudem können weitere Faktoren simuliert 

und angewendet werden, wie z. B. eine gefäßinduzierende Hypoxie (He et al. 2020). Solch 

präkonditionierte Träger können ein verbessertes angiogenes Potential zeigen (Han und 

Flynn 2020). Im Bereich der Osteogenese kann die Eigenschaft mesenchymaler Zellen, auf 

externe Stimuli zu reagieren, genutzt werden (Mobini et al. 2017; Kämmerer et al. 2020). So 

können niedrige Frequenzen (16 Hz) eine Osteogenese induzieren, wohingegen höhere Fre-

quenzen (26 Hz) Osteoklasten aktivieren können (Ehnert et al. 2018). Bioreaktoren, die pul-

sierende elektromagnetische Felder erzeugen können, zeigen hier ein vielversprechendes Po-

tential (Hamid et al. 2022; Kazimierczak und Przekora 2022). 
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5 Zusammenfassung 

Das Ziel dieser Arbeit war die Analyse von vorbesiedelten Kalziumkarbonatträgern mit 

HUVEC, MSC oder einer Kokultivierung (HUVEC und MSC) in vivo. Diese Träger wurden 

in immunsupprimierte RNU-Ratten implantiert, nach 14 Tagen und 28 Tagen explantiert 

und untersucht. Die verwendeten Methoden (qRT-PCR, Färbung mit PKH, Smith Karagia-

nes, Osteopontin und In-situ-Hybridisierung) wurden gewählt, um die Entwicklung neuer 

Gefäße und die Mineralisation der Proben zu untersuchen und zu kontrollieren. 

Mittels chromogener In-situ-Hybridisierung konnten die auf den Trägern vorbesiedelten hu-

manen Zellen nach dem Versuchsablauf weiterhin nachgewiesen werden (CISH). In allen 

drei Gruppen (MSC, HUVEC, hMSC + HUVEC) wurden nach 14 und nach 28 Tagen so-

wohl eine gesteigerte Anzahl an neuen Gefäßen als auch eine erhöhte Mineralisation im Ver-

gleich zur unbesiedelten Kontrollgruppe festgestellt.  

Obwohl In-vitro-Studien bereits vielversprechende Ergebnisse erzielen konnten, zeigte die 

In-vivo-Kultivierung über einen längeren Beobachtungszeitraum (MSC + HUVEC) keine 

signifikante Verbesserung der Osteogenese und Angiogenese im Vergleich zu der monokul-

turellen Präkultivierung. Zukünftige In-vitro-Untersuchungen sollten den Einsatz von Ko-

kulturen zur osteogenen und angiogenen Präkultivierung immer auch vor dem Hintergrund 

einer In-vivo-Anwendung untersuchen, um ein optimales Ergebnis zum Wohle des Patienten 

voranzutreiben. 
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