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1 EINLEITUNG  

Die Versorgung angeborener oder erworbener Knochendefekte stellt eine große 

Herausforderung in der Chirurgie dar. Neben der Wiederherstellung von Funktion und 

Belastbarkeit spielt die Ästhetik für die Lebensqualität der Patienten, besonders in der Mund-, 

Kiefer- und Gesichtschirurgie, eine entscheidende Rolle. 

 

1.1 Knochengewebe 

Physikalische Härte und biologische Plastizität zeichnen den Knochen aus (Leonhardt 1990). 

Zwar erscheint Knochengewebe als widerstandsfähige Hartsubstanz mit mechanischer 

Stabilität, die für Lastbeanspruchung, Fortbewegung und Schutz der inneren Organe benötigt 

wird (Kneser et al. 2006), dennoch erfolgt unter Aufrechterhaltung der Funktion ein ständiger 

Umbau (Schiebler 1999). Der Knochen zeigt eine Anpassung an veränderte funktionelle 

Beanspruchung (Schiebler 1999). Diese besondere Leistungsfähigkeit der funktionellen 

Anpassung und der Heilung geschieht durch Umbau, ohne eine Narbe zu hinterlassen 

(Buckwalter et al. 1996b, a). Die ausgezeichnete Vaskularisierung des Gewebes ermöglicht 

einen intensiven Stoffaustausch (Leonhardt 1990). Im Knochen sind 99% des Calciums und 

75 % des Phosphates des Körpers enthalten, die hormonell gesteuert freigesetzt werden 

(Leonhardt 1990). Die Hämatopoese findet im Knochenmark statt (Leonhardt 1990). 

Die unterschiedlichen funktionellen Erfordernisse des Knochengewebes spiegeln sich in 

seinem komplexen Aufbau wider. Im adulten Skelettknochen unterscheidet man die äußere 

Substantia compacta (Corticalis), ein verdichtetes Gewebe mit weniger als 10% Porositäten, 

und die innere Substantia spongiosa, die schwammartig in Trabekeln organisiert ist und das 

Knochenmark enthält (Leonhardt 1990, Kneser et al. 2006). 

Auch wenn das Knochengewebe von einer Vielzahl unterschiedlicher Zellen besiedelt ist, 

wird die funktionelle Integrität von drei funktionell verschiedenen Zelltypen aufrecht 

erhalten: Osteoblasten, Osteozyten und Osteoklasten (Owen 1970, Buckwalter et al. 1996a, 

Aubin 1998b). 

Osteoblasten produzieren die kollagenen und nicht kollagenen Bausteine der Knochenmatrix, 

sie entstehen aus stromalen Stammzellen bzw. Progenitorzellen (Schroeder 1992). 

Osteozyten regulieren die Ausreifung und Mineralisation der neu gebildeten Knochenmatrix, 

ausgereifte Osteozyten weisen proteinsynthetisierende Aktivität auf (Baud 1968, Schroeder 

1992). Sie sind für die Osteolyse (Knochenabbau) und die Osteoplasie (Knochenanbau) 

verantwortlich und am Mineralstoffwechsel beteiligt (Belanger 1969, Jande & Belanger 1971, 

Schroeder 1992). 
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Osteoklasten bauen mittels hydrolytischer Enzyme, wie der sauren Phosphatase, Knochen ab 

und bilden so mit den Osteoblasten und Osteozyten ein den Knochen remodellierendes 

System (Schroeder 1992).  

Diese gewebespezifischen Zellen sind in einer hochkomplexen Matrix aus mineralisiertem 

Hydroxylapatit und einem nicht mineralisierten organischen Anteil, der Kollagen, 

Glycoproteine, Proteoglycane und Sialoproteine enthält, eingebettet (Heinegard & Oldberg 

1989, Robey et al. 1993). Der anorganische Anteil spielt eine wesentliche Rolle bei der 

Differenzierung und der Kontrolle des Wachstums der drei genannten Zelltypen und der 

Umbildung des Knochens (Robey et al. 1993, Lian & Stein 1995, Huang & Ingber 1999, 

Nomura & Takano-Yamamoto 2000). Durch eine Fülle verschiedener Wachstums- und 

Transkriptionsfaktoren, die die Zell- und Matrixinteraktion als Antwort auf interne und 

externe Reize koordinieren, wird die Entwicklung und Regeneration des Knochens in 

komplexen Prozessen reguliert (Urist et al. 1983, Stein et al. 1990, Lian & Stein 1995, Mundy 

1996, Stein et al. 1996, Probst & Spiegel 1997, Ducy & Karsenty 1998, Reddi 1998a, Ducy 

2000, Olsen et al. 2000, Karsenty 2001). 

   

1.2 Knochenersatz 

Zwischen Knochenimplantat und –transplantat kann hinsichtlich der Vitalität unterschieden 

werden. Die Übertragung von Knochengewebe mit vitalen knochenbildenden Zellen wird mit 

dem Terminus „Transplantation“ bezeichnet, die von toter Materie dagegen als 

„Implantation“  (Alloplastik) (Kübler 1997).  

 

Um Defekte mit einer kritischen Größe, das heißt von einer Größe, die keine Spontanheilung 

mehr zulässt, zu ersetzen, sind die klinischen Möglichkeiten eingeschränkt. 

Knochenersatzmaterialien werden bezüglich ihrer Herkunft unterschieden (Kübler 1997). Der 

heutige Goldstandard für Knochenersatz ist das autologe, das heißt körpereigene, 

Knochentransplantat (Gazdag et al. 1995, Kneser et al. 2006), welches eine gute 

Einheilungstendenz und nur geringe postoperative Resorptionsvorgänge aufweist. Ein 

weiterer Vorteil ist, dass Knochen durch Zellen des Transplantates selbst und durch Induktion 

im Transplantatlager befindlicher undifferenzierter mesenchymale Stammzellen in 

Knochenzellen neu gebildet werden kann (Reuther 1998). Ein tumorbedingt fehlender 

Unterkiefer kann zum Beispiel mit einem freien, mikrochirurgisch anastomosierten Fibula-, 

Scapula-, Beckenkamm-, oder Rippentransplantat ersetzt werden (Swartz et al. 1986, Ozaki et 

al. 1997, Shea et al. 1997). Zwar ist in der Entnahmeregion meist nicht mit 
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Langzeitproblemen zu rechnen (Anthony et al. 1997, Shpitzer et al. 1997), dennoch sind 

Blutungen, Hämatome, Infektionen und chronische Schmerzen immer wieder auftretende 

Komplikationen  (Banwart et al. 1995, Arrington et al. 1996, Behrens et al. 2001, Ebraheim et 

al. 2001). Zusätzlich können Sekundäroperationen notwendig werden, wenn die Kontur von 

Knochentransplantat und Empfängerregion angeglichen werden muss (Miller & Schusterman 

1997) oder Osteosynthesematerialien entfernt werden müssen. Der zusätzliche Einsatz von 

Knochenersatzmaterialien in Kombination mit autologen Knochentransplantaten setzt den 

Bedarf des benötigten Gewebes zur Rekonstruktion herab (Sassard et al. 2000). Dennoch 

bleibt der mögliche Ersatz in Qualität und Quantität eingeschränkt (Kneser et al. 2006). 

 

Ist der Einsatz von autologen Knochentransplantaten nicht möglich oder nicht ausreichend, 

können weitere Knochenersatzmaterialien verwendet werden.  

Aufbereitetes allogenes, das heißt von einem genetisch anderen Individuum derselben Spezies 

stammend, also von einem anderen Menschen, xenogenes, das heißt von artfremden 

Lebewesen, zum Beispiel vom Rind stammendes (Aho et al. 1994, Gazdag et al. 1995, 

Cetiner et al. 2003, Lobo Gajiwala 2003), oder alloplastisches, das heißt künstlich 

hergestelltes Material kann implantiert werden. Verpflanzt man frischen Fremdknochen, so 

finden Antigen-Antikörperreaktionen statt, die vor allem auf das Fremdeiweiß 

zurückzuführen sind (Fuchs et al. 1963). Die daher notwendige Aufbereitung zu sogenannten 

Biomaterialien geschieht zum Beispiel durch Gefriertrocknung, Erhitzen, Tiefkühlung oder 

chemische Bearbeitung, so dass die Transplantate keine immunologische Abwehrreaktion 

induzieren (Schmelzle 1978, Wolff 2006). Zu den Biomaterialien gehören natürliche, 

synthetische oder anorganische (xenogene und alloplastische) Materialien, die als Implantate 

im Organismus eingesetzt werden. So werden zum Beispiel Knochenersatzmaterialien auf 

Basis von Rinderknochen (Bio-Oss®, Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) (Smiler & 

Holmes 1987, Wetzel et al. 1995, Jensen et al. 1996, Artzi et al. 2002, Haas et al. 2002), des 

hochporösen, biologischen Kalziumcarbonats kalkinkrustierender Meeresalgen (Algipore®, 

Friadent GmbH, Mannheim, Deutschland) (Ewers 2005), von Korallen (Interpore Cross 

International, Irvine, Kalifornien, U.S.A.) und Acrylat, Kalziumphosphat, oder apatitbasierte 

Knochenzemente zur Versorgung von Knochendefekten angewendet (Jupiter et al. 1997, 

Cassidy et al. 2003, Zijderveld et al. 2005).  

 

Osteoinduktion ist ein “Prozess, bei dem die Osteogenese induziert wird“ (Albrektsson & 

Johansson 2001). Durch osteoinduzierende Faktoren angeregt (Marx & Garg 1998), wird die 
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Mitogenese von undifferenzierten mesenchymalen Zellen und ihre Differenzierung zu 

Osteoprogenitorzellen unterstützt (Albrektsson & Johansson 2001), so dass neuer Knochen 

gebildet werden kann (Cooper et al. 1998).  

Osteoinduktive Substanzen werden klinisch genutzt, aber ihr Einsatz ist noch nicht 

vollständig standardisiert (Kneser et al. 2006). 

Thrombozytenreiches Plasma, auch plättchenreiches Plasma (PRP) genannt, enthält neben 

dem vom Thrombozyten abstammenden Wachstumsfaktor (platelet derived growth Factor, 

PDGF) eine Vielzahl von Wachstumsfaktoren (Altmeppen et al. 2004, Sammartino et al. 

2005, Thorwarth et al. 2006), die die Knochenbildung verstärken. 

Bei der Osteoinduktion spielen die Bone Morphogenetic Proteins (BMPs) eine bedeutende 

Rolle (Albrektsson & Johansson 2001). Sie sind lösliche Glykoproteine der Transforming 

Growth Faktor (TGF)-β-Familie und werden natürlicherweise bei einem Trauma oder dem 

Remodelling (Umbau) freigesetzt (Albrektsson & Johansson 2001). BMPs sind als die 

wichtigsten osteoinduktiven Faktoren in demineralisierter Knochenmatrix (demineralised 

bone matrix, DBM) identifiziert worden (Reddi 1998b, Ducy 2000). Aktuelle Studien 

beschreiben jedoch auch kanzerogene Eigenschaften der BMPs (Dai et al. 2008, Gordon et al. 

2008, Liu et al. 2008). 

DBM ist in verschiedenen Formen für den klinischen Einsatz erhältlich und kann aus 

allogenem oder xenogenem Knochen gewonnen werden (Maddox et al. 2000, Moghadam et 

al. 2004, Traianedes et al. 2004, Pietrzak et al. 2005). Das osteoinduktive Potential ist stark 

von der Anwendung und der Spenderseite abhängig (Kneser et al. 2006). 

 

1.3 Bioartifizielle Gewebezüchtung (Tissue engineering) 

Das Tissue engineering, wie die Züchtung von bioartifiziellen Geweben auch genannt wird, 

ist ein interdisziplinäres Gebiet der Technologien der Ingenieurs-, Werkstoff- und 

Lebenswissenschaften (Life Sciences oder Biowissenschaften, umfassen die Biologie und 

verwandte Bereiche, wie Biochemie, Molekularbiologie, Biophysik), mit dem Ziel 

Gewebefunktionen aufrecht zu erhalten, zu ersetzen, zu verbessern, oder grundlegend zu 

erforschen (Langer & Vacanti 1993).  

Bausteine der Gewebezüchtung sind die Bestandteile des Knochengewebes und die bereits 

genannten Knochenersatzmaterialien. Die klinische Nutzung definiert die gewünschten 

Eigenschaften des zu züchtenden Ersatzknochens (Kneser et al. 2006). Um erfolgreich zu 

sein, müssen diese Materialien in einer genau koordinierten räumlichen und zeitlichen 

Abhängigkeit mit präzise ausgearbeiteten chirurgischen Konzepten eingesetzt werden (Kneser 
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et al. 2006). Vorsicht bedarf es mit ansteigender Komplexizität der gezüchteten 

Gewebemischungen, um einer Schädigung der anfälligen Zellen oder bioaktiven Substanzen 

während der Transplantation vorzubeugen (Kneser et al. 2006). Optional kann der 

Transplantation eine von einem Tag bis zu mehreren Monaten dauernde in vitro Phase, zum 

Beispiel zur Zellvermehrung oder zur Induktion von gewebespezifischer Zelldifferenzierung, 

voraus gehen (Kneser et al. 2006). 

Ganz allgemein sind zur Neubildung von Gewebe drei Grundelemente notwendig: 

- strukturelles Gerüst 

- Zellen 

- Wachstumsfaktoren 

Dieses sogenannte trianguläre Konzept der Knochenregeneration wird von einigen Autoren 

noch um den Faktor der mechanischen Stimulation ergänzt (Soucacos et al. 2008, Schmidt-

Rohlfing et al. 2009). 

 

Eine Vielzahl von Materialien, die zum Teil auch schon als Knochenersatzmaterialien 

genannt wurden, sind als Matrix zur Knochengewebszüchtung genutzt worden (Yang et al. 

2002, Shin et al. 2003). Aufgabe der extrazellulären Matrix ist es, für Gewebszellen ein 

biologisches, der spezifischen Architektur entsprechendes, dreidimensionales Gerüst mit dem 

kennzeichnenden Milieu zu bilden (Huang & Ingber 1999). Sowohl die dreidimensionale 

Architektur mit Oberflächenbeschaffenheit, Porosität und mechanischer Stabilität als auch die 

Oberflächenchemie und die damit verbundene Immunogenität der verwendeten Materialien 

haben einen bedeutenden Einfluss auf das bioartifizielle Gewebe (Logeart-Avramoglou et al. 

2005). Die Anwendung vieler verschiedener Stoffe wird erprobt, darunter bewährte 

Materialien, deren klinischer Einsatz im Zusammenhang mit bioartifiziellem Knochenersatz 

etabliert ist (Petite et al. 2000, Groger et al. 2003, Schantz et al. 2003, Sikavitsas et al. 2003, 

Timmer et al. 2003, Stangenberg et al. 2005, Mankani et al. 2006). 

 

Es ist bisher noch nicht bekannt, welche Art von osteogenen Zellen am Besten zur 

Generierung von Knochengewebe ist, dennoch sind sie integraler Bestandteil jedes Konzeptes 

von bioartifiziellem Knochen (Kneser et al. 2006). Osteogene Zellen sind eine Zellpopulation 

mit einem den hämatopoetischen Zellen ähnlichem Differenzierungsweg (Bruder & Caplan 

1990, Bruder & Fox 1999). Es wurden zum Beispiel mesenchymale Stammzellen,  periostale 

Zellen, Stromazellen des Knochenmarks und Osteoblasten mit Erfolg zur Züchtung 

angewendet (Bruder et al. 1994, Kuznetsov et al. 1997, Aubin 1998b, a, Groger et al. 2003, 
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Stangenberg et al. 2005).  

Um die Zellen klinisch erfolgreich einzusetzen, sind Parameter wie die Isolations- und 

Expansionstauglichkeit, die Stabilität der osteoblastischen Phänotypen und die in vivo 

Langzeit- und Knochenbildungsstabilität von entscheidender Bedeutung (Kneser et al. 2006). 

Stromazellen des Knochenmarks (bone marrow stromal cells/BMSCs) in Verbindung mit 

geeigneten Knochenersatzmaterialien sind als vorteilhaft für die Knochenbildung in 

Knochendefekten bei Schafen, Hunden und Ratten beschrieben worden (Petite et al. 2000, van 

den Dolder et al. 2003, Weng et al. 2006).  

Acil et al. haben erstmalig eine dreidimensionale Osteoblastenkultur beschrieben, bei der 

humane Osteoblaten sechs Wochen nach Besiedelung mehrere Zellschichten auf der 

Oberfläche von Bio-Oss® (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) bildeten. Es konnten 

Hydroxylysylpyridinoline (HP) und Lysylpyridinoline (LP) nachgewiesen werden, deren 

Gehalt als Zeichen der Kollagensynthese zeitabhängig stieg (Acil et al. 2000, Acil et al. 

2002). 

 

Osteogene Wachstumsfaktoren können die Proliferation und Differenzierung von 

transplantierten osteogenen Zellen modulieren. Sie besitzen die Fähigkeit, 

Knochenvorläuferzellen des Wirtes anzuziehen und deren Differenzierung zu induzieren 

(Kneser et al. 2006). Das Wachstum und die Integration von gezüchtetem Knochen können 

somit verbessert werden (Kneser et al. 2006). Es werden sowohl isolierte Faktoren als auch 

wenig standardisierte Gemische, wie das trombozytenreiche Plasma oder die demineralisierte 

Knochenmatrix verwendet (Maddox et al. 2000, Lieberman et al. 2002, Sammartino et al. 

2005). Zu den potentesten osteoinduktiven Faktoren gehören die bone morphogenetic proteins 

(BMPs) (Kneser et al. 2006). 

 

Der erfolgreiche Einsatz von gezüchteten Knochengeweben ist unter anderem durch das 

Überleben der Zellen im zum Teil suboptimal durchbluteten Transplantat limitiert (Kneser et 

al. 1999). Kritisch ist die Überführung von in vitro gezüchteten Geweben in den Organismus, 

da diese auf interstitielle Diffusion und die Durchblutung angewiesen ist (Kneser et al. 2006). 

Diffusion ermöglicht jedoch nur die Versorgung in einem Radius von 200µm (Folkman & 

Hochberg 1973, Goldstein et al. 2001). Die Gefäßeinsprossung aus dem Transplantatlager ist 

ein langsamer Prozess, so dass die Transplantate ausreichend dünn sein müssen, um ein 

Überleben zu gewährleisten (Eiselt et al. 1998). Mögliche Hilfe können angiogene 

Wachstumsfaktoren leisten, die bereits erfolgreich eingesetzt wurden (Ahrendt 1998, Elcin et 
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al. 2001, Tabata 2003). Um sich nicht allein auf die Gefäßeinsprossung aus der Peripherie des 

Konstrukts zu verlassen, was eine Umgebung mit hohem Vaskularisierungspotential 

notwendig macht, ist es möglich, „axial vaskularisierte“ (gefäßgestielte) Gewebe zu züchten 

(Kneser et al. 2006). Diese wurden mit mikrochirurgischen Gefäßanastomosen, ähnlich einem 

freien Transplantat, in die Defekte eingebracht (Kneser et al. 2006).  

 

Mittels kultivierter Zellen und verschiedener Matrices Knochendefekte aufzufüllen, ist in 

Kleintiermodellen (Breitbart et al. 1998, Perka et al. 2000), Großtiermodellen (Schliephake et 

al. 2001, Abukawa et al. 2004) und auch am Menschen (Lendeckel et al. 2004, Pradel et al. 

2006, Gimbel et al. 2007, Mesimaki et al. 2009) untersucht worden. Diese Technik kommt 

auch in zahlreichen Studien zum Knochenaufbau vor Insertion von dentalen Implantaten zur 

Anwendung (Fuerst et al. 2004, Yamada et al. 2004, Ohya et al. 2005). 

Die Falldarstellungen bei Mensch und Tier sind oftmals ohne Kontrollgruppen durchgeführt 

worden (Fuerst et al. 2004, Schimming & Schmelzeisen 2004, Yamada et al. 2004, Chen et al. 

2005, Ueda et al. 2005, Fuerst et al. 2009) oder es wurden verschiedene Techniken 

miteinander verglichen (Ohya et al. 2005, Pradel et al. 2006, Springer et al. 2006, Zizelmann 

et al. 2007, Pradel et al. 2008, Shayesteh et al. 2008). Die Darstellung einzelner Patientenfälle 

zeigt mögliche Lösungsansätze auf (Lendeckel et al. 2004, Mesimaki et al. 2009). Die geringe 

Fallzahl und die Dokumentation von Verlaufsbeobachtungen sind allerdings kennzeichnend 

für die bisherigen Studien (Schmidt-Rohlfing et al. 2009).  

Die Knochenregeneration mit gezüchteten Zellen zeigt beim Menschen eine Verminderung 

der Spenderseitenmorbidität, Schmerzintensität und -frequenz im Vergleich zum autologen 

Transplantat (Gimbel et al. 2007). Die Ergebnisse bei Mensch und Tier deuten darauf hin, 

dass diese Technik geeignet ist, die Augmentation von Knochen zur Insertion von dentalen 

Implantaten zu unterstützen (Schimming & Schmelzeisen 2004, Fuerst et al. 2009) und auch 

die Auffüllung  von Knochendefekten zu ermöglichen (Breitbart et al. 1998, Lendeckel et al. 

2004). Trotzdem wird auf die Notwendigkeit weiterer Untersuchungen hingewiesen 

(Zizelmann et al. 2007, Shayesteh et al. 2008), die besonders durch die jeweils 

unterschiedlichen und nicht vergleichbaren Verfahren unerlässlich erscheinen (Kneser et al. 

2006). 

 

Die Präfabrikation ist eine Technik, die eine Züchtung von Ersatzorganen oder Körperteilen 

im eigenen Körper ermöglichen kann (Cao et al. 1997, Campbell et al. 1999, Warnke et al. 

2004). 1997 präfabrizierten Cao und Vacanti auf dem Rücken einer Maus eine knorpelige 
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Ohrmuschel mit menschlicher Form (Cao et al. 1997). 

Terheyden et al. ersetzten den Unterkiefer von Minischweinen mittels eines im Musculus 

latissimus dorsi präfabrizierten Knochentransplantates (Terheyden et al. 2001a, Terheyden et 

al. 2001b), und dieselbe Arbeitsgruppe konnte erstmals erfolgreich den tumorbedingt 

entfernten Unterkiefer eines Patienten durch ein in dessen Musculus latissimus dorsi 

präfabriziertes Knochentransplantat ersetzen (Warnke et al. 2004). Beim Minischwein wurden 

rekombinantes humanes osteogenes Protein I (rhopI), auch BMP7 genannt, und Bio-Oss® 

(Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) verwendet (Terheyden et al. 2001a, Terheyden 

et al. 2001b), bei dem behandelten Tumorpatienten fand zusätzlich eine Anreicherung mit 

körpereigenem Knochenmark statt (Warnke et al. 2004). 

 

 

 

1.4 Fragestellung 

Das Ziel der vorliegenden Studie war es, die Knochenbildung nach Transplantation von in 

vitro präfabrizierten, dreidimensionalen autologen Knochenzellkulturen in einem ektopen 

Lager zu untersuchen.  

Systematische Versuche am Großtier sind notwendig für das Verständnis der 

Knochenregeneration im Tissue engineering, um so klinische Alternativen zu konventionellen 

autologen Knochentransplantaten zu finden. 
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2 MATERIAL UND METHODE 

 

Diese Studie wurde vom Minister für Umwelt, Natur und Forsten des Landes Schleswig- 

Holstein gemäß §8 Abs. 1 des Tierschutzgesetzes vom 25. Mai 1998 genehmigt. 

Die vorliegende Studie ist ein Beitrag, klinische Alternativen zu konventionellen autologen 

Knochentransplantaten zu finden und damit einen Fortschritt für zukünftige Patienten zu 

erzielen, indem operative Eingriffe in ihrem Umfang reduziert werden können. Anhand eines 

Tierversuchsmodells sollte der minimalinvasive therapeutische Ansatz der Präfabrikation 

durch in vitro gezüchtete, dreidimensionale autologe Osteoblastenkulturen evaluiert werden. 

 
2.1 Versuchstiere 

 Für die Studie wurden sechs ausgewachsene, weibliche Göttinger Minischweine (Ellegard 

Göttingen Minipigs ApS, Dalmose, Dänemark) im durchschnittlichen Alter von 25 Monaten, 

mit einem  Gewicht von circa 35 kg verwendet.  

Die artgerechte Versorgung der Minischweine wurde durch ausgebildete Tierpfleger in 

Stallhaltung mit Einzelgehegen bei 20°C, 50-70% Luftfeuchtigkeit und 12 Stunden 

Lichtangebot sichergestellt. Die Tiere bekamen Minischwein Diät-Futter in Pelletform (Ssniff 

Spezialitäten GmbH, Soest, Deutschland) und ein unbeschränktes Wasserangebot. 

 

2.2 Narkose, Schmerzkontrolle und Antibiose 

Alle operativen Eingriffe an den Tieren fanden in Intubationsnarkose statt. Zunächst wurde 

die Narkose der Minischweine mit einer intramuskulären Injektion, in einem handbreiten 

Abstand hinter dem Ohrgrund, eingeleitet. In einer Mischspritze wurden  dabei 0,5 ml Stresnil 

(Janssen Pharmaceutica, Beerse, Belgien) und 1-3 ml pro 10 kg Körpergewicht Ketamin 10% 

(Ketavet®, Upjohn GmbH, Heppenheim, Deutschland) verabreicht.  

Unter Zuhilfenahme eines geraden Miller-Laryngoskopes der Größe IV konnte nun ein 

blockbarer gerader Standard-Tubus (Portex®, Kent, England, Größe 8/8,5) eingeführt werden. 

Die Intubationsnarkose fand  mit O2, N2O im Verhältnis 2:1 und 2% Isoflurane (Forene®, 

Abott GmbH, Wiesbaden, Deutschland) statt. 

Puls und Blutsauerstoffgehalt wurden mit einem Pulsoxymeter (Oxypac 2000, Dräger® 

Medical Deutschland GmbH, Lübeck,  Deutschland) fortwährend überwacht. 

Perioperativ bekamen die Tiere intravenös 10 Mega Penicillin (Grünenthal GmbH, Aachen, 

Deutschland) als Antibiose und 1ml Novaminsulfon-ratiopharm® 2,5 (Wirkstoff: Metamizol-

Natrium, Ratiopharm GmbH, Ulm, Deutschland) zur Schmerzkontrolle. Postoperativ wurde 
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die Schmerzkontrolle mit 4x40mg Tramadol (Tramal®, Grünenthal GmbH, Aachen, 

Deutschland) als Futterzusatz weitergeführt. 

 

2.3 Erster operativer Eingriff: Knochen- und Blutentnahme 

In einer ersten Operation wurde den Tieren Knochen vom Beckenkamm entnommen. Die 

Tiere wurden sediert und in Linksseitenlage gebracht. Rechtsseitig wurde die 

Schulterschwarte auf Höhe der tastbaren Spina iliaca anterior superior großzügig rasiert, 

anschließend wurde eine Hautdesinfektion mit Betaisodona®-Lösung (Mundipharma GmbH, 

Limburg, Deutschland) und die sterile Abdeckung des Operationsfeldes durchgeführt. Zur 

Freilegung des Beckenkamms wurde eine etwa 4 cm lange Schnittführung in dorsoventraler 

Richtung vorgenommen. Mit Hilfe eines kleinen Knochenmeißels wurden etwa 3 cm³ 

Knochen entnommen und die Inzisionswunde schichtweise verschlossen. Die Muskelnaht 

wurde mit Vicryl® der Stärke 5-0 (Ethicon GmbH, Norderstedt, Deutschland) ausgeführt, 

danach folgte eine subkutane Naht mit Dexon® 3-0 (Braun-Dexon, GmbH, Spangenberg, 

Deutschland) und die äußere Hautnaht mit Supramid® 2-0 (Resorba Wundversorgung GmbH, 

Nürnberg, Deutschland). Zusätzlich wurden jeweils 250 ml Blut aus den Ohrvenen zur 

Herstellung von Nährmedium entnommen. 

 

2.4 Anwachskulturen und Hdroxylapatit-Granulat  

Nach der Entnahme wurden die Knochenbiopsien in circa 0,4 cm große Stücke zerkleinert 

und mit phosphatgepufferter Salzlösung (PBS) gespült, um anschließend Anwachskulturen 

herzustellen. Deren Kulturbedingungen und das Medium förderten über 90% reines 

Osteoblastenwachstum (Acil et al. 2000). Das als Nährmedium dienende Dulbecco`s 

Modified Eagle Medium (DMEM, Biochrom, Berlin, Deutschland) wurde zweimal 

wöchentlich gewechselt. Dem DMEM wurde anstatt von fetalem Kälberserum jeweils das 

autologe Serum der Versuchstiere, 100 mg / L Streptomycin, 105 i. E. Penicillin, 100 nM 

Dexamethason (Biochrom, Berlin, Deutschland) und ein mM L-Ascorbinsäure 2-Phosphat 

(Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) zugesetzt. Sechs Wochen wurden die 

Osteoblasten in einem Begasungsbrutschrank kultiviert (wasserdampfgesättigte Atmosphäre 

bei 37° C, 95% Außenluft und 5% CO2; Haereus Christ, Osterode, Deutschland). Das 

Nährmedium wurde in Zellkulturflaschen (Tissue culture flasks, 175 cm², Sarstedt, Newton, 

North Carolina, U.S.A.) gesammelt.  

Nach den sechs Wochen Kulturdauer fand eine zweite Passage statt, und die Osteoblasten 

wurden auf Bio-Oss® Granulat (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) aufgebracht.  
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Das xenogene Knocheneratzmaterial (Biomaterial) Bio-Oss® (Geistlich Pharma AG, 

Wollhusen, Schweiz) ist ein aus australischer Rinderknochenspongiosa gewonnenes 

natürliches Knochenmineral. Die Struktur ist chemisch mit dem natürlichen feinkristallinen 

Apatit der mineralisierten menschlichen Knochenmatrix vergleichbar. In einem mehrstufigen 

Herstellungsprozess entsteht eine hochgereinigte Mineralstruktur, die mit trockener Hitze 

sterilisiert wird. Bei der Herstellung werden alle organischen Anteile des bovinen Knochens 

entfernt und es bleibt nur die poröse, nicht resorbierbare Hydroxylapatitmatrix übrig, die als 

ein Gerüst für das Einwachsen von Osteoblasten und Gefäßen dient. Diese als 

Osteokonduktivität bezeichnete Eigenschaft und auch eine gute Biokompatibilität sind 

experimentell und klinisch für Bio-Oss® (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) 

ausführlich dokumentiert worden (Smiler & Holmes 1987, Wetzel et al. 1995, Jensen et al. 

1996, Artzi et al. 2002, Haas et al. 2002). 

Um die Osteoblastennatur der Zellen nachweisen zu können, wurde eine Parallelkultur auf  

Bio-Oss® Granulat (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) angelegt, deren Überstand 

man auf Knochenkollagen Typ I mittels Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (high 

performance liquid chromatographie, HPLC) sowie immunhistochemisch durch 

Osteocalcinnachweis untersuchen konnte. Die durch Hochleistungsflüssigkeitschromato-

graphie nachweisbaren Hydroxylysylpyridinoline (HP) und Lysylpyridinoline (LP) sind nicht 

reduzierbare Quervernetzungen, die während der Kollagenreifung entstehen. LP ist spezifisch 

für Knochen und Dentin (Eyre 1981). Osteocalcin ist ein Protein, welches ausschließlich von 

Osteoblasten und Odontoblasten gebildet wird und ein weit verbreiteter Marker zum 

Nachweis von Knochenbildung (Houben et al. 1997). 

Um bei einer Knochenneubildung implantierte Osteoblasten von eingewanderten 

Osteoblasten unterscheiden zu können, wurde ein Teil der expandierten Osteoblasten, bevor 

sie auf das Bio-Oss® Granulat gesät wurden, mit dem Lebendfarbstoff PKH26 (Sigma-

Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) gefärbt. PKH26 ist ein rot fluoreszierender Farbstoff 

(Emissionsmaximum 567 nm), der sich in die Zellmembran einlagert und zum Nachweis von 

verschiedenen Zelltypen in vitro und in vivo gut dokumentiert ist (Horan et al. 1990, Chawla 

et al. 2006, Yang et al. 2008, Kang et al. 2009).   

 

2.5 Zweiter operativer Eingriff: Transplantation 

Die Transplantationsterminologie dieser Arbeit folgt der bewährten Einteilung in Tabelle 1 

(Kübler 1997). 
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Tabelle 1: Transplantationsterminologie (Kübler 1997) 

Autologes Knochentransplantat Verpflanzung innerhalb eines Individuums 

Allogenes Knochenimplantat Verpflanzung zwischen Individuen derselben Spezies 

Xenogenes Knochenimplantat Verpflanzung zwischen Individuen verschiedener 

Spezies 

Alloplastisches Knochenimplantat 

bzw. Knochenersatzmaterial 

Vollsynthetische Herstellung eines Biomaterials, 

bzw. ausgiebige physikalische und oder chemische 

Bearbeitung xenogener (speziesfremder) 

Gewebearten bzw. Gerüstbausteine 

 

Nach einer Woche Inkubationszeit auf dem Bio-Oss® Granulat (Geistlich Pharma AG, 

Wollhusen, Schweiz) wurden die dreidimensionalen Osteoblastenkulturen in das jeweilige 

Schwein transplantiert.  

In der zweiten Operation wurde den Tieren in den rechten Musculus latissimus dorsi die auf 

Bio-Oss® Granulat gezüchteten Osteoblasten transplantiert. Schon 1896 erstmals als gestielter 

Lappen (Tansini 1896) und 1976 als freie Transplantation beschrieben (Baudet et al. 1976), 

wird der Musculus latissimus dorsi Lappen heute in der rekonstruktiven Chirurgie gängig 

angewendet. Der großflächige und fächerförmige Musculus latissimus dorsi wird durch die 

aus der Arteria subscapularis entspringende Arteria thoracodorsalis versorgt (Tillmann 1987), 

die aufgrund ihres Gefäßlumens zur Reanastomosierung geeignet ist (Riediger 1995). Eine 

Reinnervation über den Nervus thoracodorsalis ist zum Beispiel bei der Zungenrekonstruktion 

(Howaldt & Bitter 1990, Wolff 2006), oder zur Wiederherstellung der Gesichtsmotorik (Harii 

et al. 1976, Wolff 2006) möglich. Am Schweinemodell wurde der Musculus latissimus dorsi 

Lappen in der experimentellen Chirurgie verwendet (Picard-Ami et al. 1990, Banic et al. 

1997, Terheyden et al. 2004).  

Die Tiere wurden, wie bei der ersten Operation beschrieben, in Narkose gebracht, auf Höhe 

der Schulterblätter großzügig rasiert und desinfiziert. Zunächst wurde in Linksseitenlage nach 

steriler Abdeckung des Operationsfeldes der rechte Musculus latissimus dorsi über einen 

Flankenschnitt freigelegt und längs des Muskelfaserverlaufs eine 3 cm lange und 2 cm tiefe 

Tasche präpariert, die, mit Hilfe eines scharfen Löffels nach Partsch,  mit circa 2 ml von dem 

von Osteoblasten überwachsenen Bio-Oss® Granulat gefüllt wurde. Die Muskelränder wurden 

anschließend mit resorbierbarer Naht adaptiert und die Wunde schichtweise verschlossen.  
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Als Kontrolle diente der linke Musculus latissimus dorsi, bei dem ebenso verfahren wurde, 

aber das Bio-Oss® Granulat war hier nur mit Zellkulturmedium (DMEM) vorbehandelt und 

enthielt keine vitalen Zellen.  

Die zum Zellnachweis mit PKH26 (Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) gefärbten 

Osteoblasten auf Bio-Oss® Granulat wurden in einer separaten Muskeltasche des M. 

infraspinatus eingebracht.  

 

2.6 Intravitale polychrome Sequenzmarkierung 

In den folgenden sechs Wochen wurde einmal wöchentlich eine intraperitoneale Injektion von 

Fluorochromen vorgenommen. 

Eine Woche nach der Transplantation des mit Osteoblasten überwachsenen Bio-Oss® 

Granulates in den Musculus latissimus dorsi beginnend wurde mit der intraperitonealen 

Injektion der in Tabelle 2 aufgelisteten Fluorochrome begonnen. Mittels einer Braunüle® 

(grün: 1,3 x 45 mm, G 18, Fa. B. Braun Melsungen AG, Melsungen, Deutschland) wurden 

diese zwischen der zweiten und dritten linken Brustwarze der Minischweine injiziert. 

 

Tabelle 2: Reihenfolge der Fluorochrommarkierung nach Transplantation 

Fluorochrome Notwendige Dosis Injektionszeitpunkt  

1. Xylenol-Orange, 
    6% in 2% NaHCO3   
    Lösung 

1,5 ml/kg Körpergewicht 1. und 2. Woche nach 
Transplantation 

2. Calcein-Grün, 
    1% in 2% NaHCO3  
    Lösung 

0,5 ml/kg Körpergewicht 3. und 4. Woche nach 
Transplantation 

3. Alizarinkomplexon 
    3% in 2% NaHCO3  
    Lösung 

0,8 ml/kg Körpergewicht 5. Woche nach 
Transplantation 

4. Tetrazyklin 
    Doxycyclin- 
    ratiopharm® SF 
    (Injektionslösung), 
    Ratiopharm® GmbH,  
    89070 Ulm 

1,5 ml/kg Körpergewicht 6. Woche nach 
Transplantation 

 

 

2.7 Opferung und Perfusionsfixierung 

Nach sechs Wochen wurden die Tiere geopfert. Die Minischweine wurden in eine tiefe 

Narkose versetzt. In Rückenlage erfolgte ein etwa 25 cm langer Längsschnitt über dem 
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Sternum, welches anschließend dargestellt wurde. Der Brustkorb wurde mittels einer 

Knochensäge, der dargestellte Herzbeutel mit einem Skalpell eröffnet. Es wurden 5000 i.E. 

Heparin (Liquimin®, Fa. Hoffmann la Roche AG, Grenzach-Wyhlen, Deutschland) 

intrakardial injiziert. Anschließend folgte eine Stichinzision in den linken Ventrikel. Von dort 

ausgehend wurde durch die Aortenklappe eine Knopfsonde in die Aorta vorgeschoben und 

mittels einer Ligatur fixiert. Mit einem Windkesselsystem konnte nun das Gefäßsystem der 

Tiere über die Knopfkanüle mit 10 Liter Ringerlösung bei einem physiologischen Druck von 

120 mm Hg durchspült werden und mit dem Blut über eine Eröffnung des rechten Vorhofs 

abfließen.  Nachdem der austretende Rückfluss gleichbleibend klar blieb, wurde mit 10 Liter 

Fixierlösung (siehe Tabelle 3 und 4) nachgespült und so das Gewebe fixiert.  

 

Tabelle 3: Herstellung des Sörensenpuffers für die Fixierlösung 

Sörensenpuffer (10 Liter) 

136,09 g Kaliumhydrogenphosphat (KH2PO4) in 10 Liter Aqua destilata lösen; 

178,00 g Natriumdihydrogenphosphat (NaH2PO4) in 10 Liter Aqua destilata lösen; 

davon 

1600 ml KH2PO4  und 8400 ml NaH2PO4 mischen und den pH-Wert bestimmen (pH = 7,4). 

Wenn notwendig mit HCL oder Natronlauge einstellen. 

 

Tabelle 4: Zusammensetzung der Fixierlösung 

Fixierlösung (10 Liter) 

                                Formalin 37%                                                    400 ml 

                                Sörensenpuffer                                                 4100 ml                                     

                                Glutardialdehyd 4%                                         5000 ml 

 

2.10 Präparatgewinnung und Präparatherstellung 

Nach der Perfusionsfixierung wurden die Tiere mittels Skalpell und einer großen Bügelsäge 

zerteilt und so die operierten Areale mit einem großzügigen Sicherheitsabstand von etwa 15 

cm gewonnen.  

Die mit PKH26 (Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) gefärbten Transplantate wurden 

röntgenologisch geborgen und zur histologischen Auswertung zunächst für 4 Tage im 

Bewegungsbad entkalkt (Tabelle 5). Die entkalkten Proben wurden bei -70°C gefroren und 

mit dem Kryotom (2800 Frigocut E, Reichert-Jung, Depew, New York, U.S.A.) 4-5 µm dicke 

Schnitte hergestellt. Die hergestellten Schnitte wurden auf dem Objektträger für eine Stunde 
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getrocknet und unter dem Mikrophot-FXA-Fotomikroskop (Nikon GmbH, Düsseldorf, 

Deutschland) mikroskopiert, fotografiert und qualitativ analysiert. 

Tabelle 5: Entkalkungsverfahren nach Romeis (Romeis 1968) 

Materialien  Anleitung 

 

250 g Äthylendinitrolotetraessigsäure    

Dinatriumsalz (Titriplex III, Merck 

Chemicals, Darmstadt, Deutschland)            

1000 ml Aqua bidestillata  

50 ml  Natriumhydroxidlösung 40% 

 

250 g Äthylendinitrolotetraessigsäure Dinatrium- 

salz mit 200 g Aqua bidestillata versetzen und 

auf 80°C erhitzen. 

Unter Rühren auf 50°C abkühlen und 50 ml 

Natriumhydroxidlösung 40% dazugeben.  

Mit Aqua bidestillata auf 800ml auffüllen und 

mit weiterer Natriumhydroxidlösung 40% auf 

pH 7,4 einstellen.  

Mit Aquabidestillata auf 1000ml auffüllen. 

 

 

 

Für die Präparate aus dem M. latissimus dorsi fand zur weiteren Konservierung nach der 

Gewinnung eine zwei Wochen dauernde Lagerung in der Fixierlösung statt. 

Die Präparate wurden anschließend mit Kreuzen aus selbstgebogenen Drahtklammern 

definierter Größe markiert und in zwei Ebenen geröntgt (Optimus RAD, Bucky Diagnost TS, 

Philips medical systems, Hamburg, Deutschland und Kodak T-MAT Plus DG Röntgenfilme, 

Kodak, Rochester, New York, U.S.A.). Mit Hilfe eines Lineals konnte die genaue Position der 

Transplantate und Implantate am Röntgenbild ermittelt und auf die Tierteile übertragen 

werden. Schrittweise wurden die Präparate so durch Entfernung der nicht relevanten 

Strukturen verkleinert.      

Die Präparate in endgültiger Größe wurden nochmals für eine Woche in 10%igem Formalin 

gelagert.  

Im PSI®-Einbettautomaten (Pool of Scientific Instruments® Grünewald GmbH & Co KG, 

Laudenbach, Deutschland) wurden die Präparate in aufsteigender Alkoholreihe dehydriert und 

im Kühlschrank bei 6° Celsius mit Einbettmedium durchtränkt (Tabelle 6 und 7). Einzeln 

wurden die Präparate dann mit Einbettmedium in ein verschließbares Glas gefüllt und im 

Wärmebad bei 37° Celsius ausgehärtet.  
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Tabelle 6: Zusammensetzung des Einbettmediums 

Menge Material  

500 g  Methacrylsäuremethylester 99% (Fluka®, Sigma Aldrich® Chemie GmbH, 
Buchs, Schweiz) 

3g  a-a-Azoisobuyronitril (Fluka®, Sigma Aldrich® Chemie GmbH, Buchs, 
Schweiz) 

100 ml Nonylphenol-polyethylenglycolacetate (Fluka®, Sigma Aldrich® Chemie 
GmbH, Buchs, Schweiz) 

5 ml Phthalsäuredibutylester  (Merck Chemicals, Darmstadt, Deutschland) 

 
 
Tabelle 7: Einbettprotokoll 

Reihenfolge Einbettmedium Temperatur Zeit 

1. 60% Ethanol 20° C 2 Stunden  

2. 80% Ethanol “ “ 

3. 90% Ethanol “ 4 Stunden 

4. 96% Ethanol “ 5 Stunden 

5. 100% Ethanol “ 4 Stunden 

6. 1:1 Aceton-Ethanol “ 5 Stunden 

7. Ethanol “ 8 Stunden 

8. Reines 
Methylmetacrylat 

“ 10-24 Stunden 

9. Einbettmedium  6°C 10 Tage  

10. Einbettmedium 37°C bis zur Aushärtung 

 
 
 
Nach dem Aushärten der Präparate wurden die Gläser zerschlagen und die Präparate grob mit 

einer Tischbandsäge (Metabo®, Bochum, Deutschland) zugesägt. Um die exakte Position der 

mineralisierten Strukturen zu lokalisieren und die Schnittebene optimal (möglichst große 

Querschnitte) auszurichten, wurden wieder Röntgenaufnahmen in zwei Ebenen angefertigt 

(Optimus RAD, Bucky Diagnost TS, Philips medical systems, Hamburg, Deutschland und 

Kodak T-MAT Plus DG Röntgenfilme, Kodak, Rochester, New York, U.S.A.). Die 

Schnittflächen wurden unter Verwendung von Silikonkarbidpapier absteigender 

Körnungsgröße (500 bis 4000), mit einem DP-U4® Schleifgerät (Struers®, Erkrath, 

Deutschland) hochglanzpoliert.  

Die polierte Fläche wurde auf mit Klebefolie beschichtete Objektträger (Technovit®, Exact, 

Norderstedt, Deutschland) geklebt und Schnitte von circa 120 µm gesägt. 
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Um die beim Sägen entstandenen Rauigkeiten zu beseitigen, erfolgte die Weiterbearbeitung 

elektronisch gesteuert mit einem Mikroschleifgerät (EXAKT Apparatebau, Norderstedt, 

Deutschland) und manuell wieder mit dem Schleifgerät der Firma Struers®. Gleichzeitig 

wurde so auch die für die Mikroradiografien benötigte Schichtdicke von 80-90 µm erreicht. 

Die Schnitte wurden mit der Klebefolie vorsichtig von ihrem Objektträger gelöst, um 

Mikroradiographien anfertigen zu können.  

 

In einer Dunkelkammer wurden die sich auf einer Folie befindlichen 80-90 µm dicken 

Präparatschnitte in engem Kontakt auf Mikroradiographieplatten (High Resolution Platten 1a 

mit 2000 Linien pro Millimeter Auflösungsvermögen (Kodak®, Rochester, New York, 

U.S.A.)) fixiert. 

Im Mikroradiographieautomaten (Faxitron X-ray systems®, Hewlet Packard GmbH, 

Böblingen, Deutschland) wurde bei einem Focusabstand von 16 cm eine 10 minütige 

Belichtung bei 3 mA und 25 kV der Platten durchgeführt. Anschließend wurden die 

Mikroradiographien mit Kodak® High Resolution Entwickler 1:4 entwickelt und mit Periomat 

Fixierkonzentrat (Kodak, Rochester, New York, U.S.A.) fixiert. 

Das Ergebnis ist die Röntgenaufnahme eines histologischen Präparates. 

Zum Schutz der Beschichtung wurden die Mikroradiographieplatten mit Deckgläschen und 

Einschlussmittel (Eukitt, Milan AG, Basel, Schweiz) eingedeckelt. 

Aufgrund der Graustufenunterschiede lässt sich in der Mikroradiographie neu gebildeter, 

junger und schwach mineralisierter Knochen gut gegen alten und stärker mineralisierten 

Knochen abgrenzen. Auf der Aufnahme erscheint neuer Knochen dunkler, da die schwache 

Mineralisation nur wenig Röntgenstrahlung absorbiert. 

 

Für die Fluoreszenzmikroskopie wurden die Schnitte mit ihrer folienfreien Seite auf neue 

Objektträger geklebt und in ihrer Dicke auf 30 µm reduziert (Mikroschleifgerät, EXAKT 

Apparatebau, Norderstedt, Deutschland und DP-U4® Schleifgerät, Struers®, Erkrath, 

Deutschland). Unter einer Quecksilberlampe konnten so die Präparate bei vierfacher 

Vergrößerung mit dem Mikrophot-FXA®-Fotomikroskop (Nikon GmbH, Düsseldorf, 

Deutschland) mikroskopiert, fotografiert und qualitativ analysiert werden. 

 

Zur weiteren histologischen Auswertung wurden die Schliffe drei Minuten in 0,1%ige 

Ameisensäure getaucht, mit destilliertem Wasser zwischengespült und für 90 Minuten in 
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20%iges Methanol getaucht. Anschließend fand erneut eine Spülung mit destilliertem Wasser 

statt, um dann die Schnitte für zwei Minuten in einer Toluidinblaulösung zu färben. Zum 

Schutz wurden die Präparate wieder mit Deckgläschen abgedeckt.
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3 ERGEBNISSE 

 

Alle sechs Minischweine überlebten die gesamte Versuchsdauer komplikationsfrei, sie 

zeigten klinisch keinerlei Anzeichen einer Infektion oder Abstoßungsreaktionen vom ersten 

operativen Eingriff bis zur Perfundierung. Bei allen Versuchstieren heilten die Wunden 

reizlos ab. Die Tiere nahmen an Gewicht zu und verhielten sich der Norm entsprechend. 

 

3.1 In vitro Zellnachweis auf Bio-Oss® 

Zum Nachweis der Osteoblastennatur der auf dem Bio-Oss® Granulat (Geistlich Pharma AG, 

Wollhusen, Schweiz) befindlichen Zellen wurden Parallelkulturen angelegt und die Marker 

Osteocalcin, Hydroxylylpyridinolin (HP) und Lysylpyridinolin (LP) bestimmt.  

Die Osteocalcinfärbung der Zellen war positiv (Tabelle 10) und somit ein Nachweis für die 

Osteoblastennatur der Zellen auf dem Bio-Oss®. 

Mittels Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (high performance liquid chromatographie, 

HPLC) konnten, wie in Tabelle 8, 9 und 10 dargestellt, die für Knochenkollagen Typ I 

spezifischen Quervernetzungen von HP und LP nachgewiesen werden, die während der 

Kollagenreifung entstehen. LP ist spezifisch für Knochen und Dentin (Eyre 1981). 

In der Kontrollprobe des Bio-Oss® waren die Marker nicht nachweisbar.  

 

Tabelle 8:  Analyse der Hydroxylylpyridinolinkonzentration (HP) in pmol/ml in den 

Mediumüberständen der Osteoblastenkultivation auf Bio-Oss® Granulat. Die 

Konzentrationsunterschiede waren <5%. 

Tier Messung A Messung B Messung C Mittelwert 

1 85,268 88,917 84,187 86,124 

2 44,654 45,642 46,018 45,438 

3 80,131 74,92 75,682 76,911 

4 58,333 59,295 54,752 57,46 

5 61,035 57,719 59,95 59,568 

6 47,314 48,596 50,685 48,865 
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Tabelle 9:  Analyse der Lysylpyridinolinkonzentration (LP) in pmol/ml in den 

Mediumüberständen der Osteoblastenkultivation auf Bio-Oss® Granulat. Die 

Konzentrationsunterschiede waren <5%. 

Tier Messung A Messung B Messung C Mittelwert 

1 70,142 75,598 75,222 73,654 

2 41,075 37,991 39,164 39,41 

3 70,194 75,631 72,578 72,801 

4 51,952 53,273 51,534 52,253 

5 28,866 31,06 31,157 30,361 

6 25,787 25,412 26,303 25,834 
 

3.2 Vitalfärbung der Osteoblasten 

Die mit dem Vitalfarbstoff PKH26 (Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) gefärbten 

Osteobasten (Abb. 1) konnten in den geborgenen Implantaten nicht mehr nachgewiesen 

werden (Tabelle 10). Stattdessen war die grünliche Eigenfluoreszenz des entkalkten Bio-Oss® 

Granulat zu  beobachten (Abb. 2) 

 

Abbildung 1: Durch Vitalfärbung mit PKH26 rot fluoreszierende Osteoblasten. 
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Abbildung 2: Der Kryoschnitt des Transplantates zeigt keinerlei rot fluoreszierende 

Osteoblasten, stattdessen die Eigenfluoreszenz des entkalkten Bio-Oss® Granulat.  
 

Tabelle 10: Übersicht der positiven (+) und negativen (-) Osteoblastennachweise durch 

Osteocalcinfärbung, der Marker Hydroxylylpyridinolin (HP) und Lysylpyridinolin (LP) in der 

Hochleistungsflüssigkeitschromatographie und Vitalfärbung (PKH26) für die einzelnen 

Versuchstiere.  

Osteoblastennachweis Tier 1 Tier 2 Tier 3 Tier 4 Tier 5 Tier 6 

Osteocalcin + + + + + + 

HP + + + + + + 

LP + + + + + + 

PKH26 - - - - - - 
 

3.3 Mikroradiographie  

In den Mikroradiographien sind ausschließlich Teile des Bio-Oss® Granulates zu finden. Die 

Bildung von neuem Knochen konnte weder auf der Versuchs- (Abbildungen 3 und 5) noch 

auf der Kontrollseite (Abbildungen 4 und 6) beobachtet werden. So konnte kein Unterschied 

zwischen beiden Seiten festgestellt werden. Das Bio-Oss® Granulat zeigte beidseitig keinerlei 

Zeichen einer Dislokation. 
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Abbildung 3: Mikroradiographie Versuchsseite, Übersichtsvergrößerung des gesamten 

Transplantates, es sind ausschließlich Teile des Bio-Oss® Granulates sichtbar, kein 

neugebildeter Knochen. 

  

Abbildung 4: Mikroradiographie Kontrollseite, Übersichtsvergrößerung des gesamten 
Implantates, es sind ausschließlich Teile des Bio-Oss® Granulates sichtbar, kein neugebildeter 
Knochen. 
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Abbildung 5: Mikroradiographie Versuchsseite, Detail aus Abbildung 3, das Bio-Oss® 

Granulat (BO) erscheint ohne neugebildeten Knochen.  

 

 

Abbildung 6: Mikroradiographie Kontrollseite, Detail aus Abbildung 4, das Bio-Oss® 

Granulat (BO) erscheint ohne neugebildeten Knochen.  
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3.4 Fluoreszenzmikroskopie  

In der Fluoreszenzmikroskopie wurde das ausgebliebene Knochenwachstum auf der 

Versuchs- (Abbildungen 7 und 9) und auf der Kontrollseite (Abbildungen 8 und 10) durch das 

Fehlen von Farbbanden von der polychromen Sequenzmarkierung bestätigt. In allen Fällen 

zeigte das Bio-Oss® Granulat (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) eine 

Eigenfluoreszenz. Die Transplantate beziehungsweise Implantate waren bindegewebig im 

Muskellager eingewachsen. Allgemein konnte kein Vorteil bei der Knochenbildung durch die 

vorgezüchteten Zellen gefunden werden. 
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Abbildung 7: Fluoreszenzmikroskopie des Bio-Oss® Granulat Transplantates der 

Versuchsseite, die Stücke des Granulates (BO) sind in Bindegewebe (BGW) eingebaut, MLD 

= Musculus latissimus dorsi. 

 

Abbildung 8: Fluoreszenzmikroskopie des Bio-Oss® Granulat Implantates der Kontrollseite, 

die Stücke des Granulates (BO) sind in Bindegewebe (BGW) eingebaut, MLD = Musculus 

latissimus dorsi. 
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Abbildung 9: Fluoreszenzmikroskopie der Versuchsseite, Ausschnitt von Abbildung 7, die 

Stücke des Bio-Oss® Granulates (BO) sind in Bindegewebe (BGW) eingebaut, es finden sich 

keine Markierungen durch die Fluoreszenz, MLD = Musculus latissimus dorsi. 

 

 

Abbildung 10: Fluoreszenzmikroskopie der Kontrollseite, Ausschnitt von Abbildung 8, die 

Stücke des Bio-Oss® Granulates (BO) sind in Bindegewebe (BGW) eingebaut, es finden sich 

keine Markierungen durch die Fluoreszenz, MLD = Musculus latissimus dorsi. 
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3.5 Toluidinblau-Histologie 

Das Bio-Oss® Granulat war auf der Versuchs- und Kontrollseite (Abbildungen 11 bis 14) 

bindegewebig und mit vereinzelter Kapillarisierung in die Muskeltaschen des M. latissimus 

dorsi eingewachsen. Dislokationen waren nicht zu beobachten. Osteoblasten konnten nicht 

nachgewiesen werden. Das Bio-Oss® Granulat zeigte teilweise eine oberflächliche 

Demineralisation oder deutliche Resorptionslakunen mit mehrkernigen Osteoklasten 

(Abbildung 15). Diese Zellen bildeten außerdem konzentrische Schichten um Reste des Bio-

Oss® Granulates, wie bei einem Fremdkörpergranulom. Die Granulome waren in einem 

faserreichen Gewebe eingebettet und von Lymphozyten und Plasmazellen infiltriert 

(Abbildungen 16 und 17). 
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Abbildung 11: Toluidinblaufärbung des Bio-Oss® Granulat Transplantates der Versuchsseite, 
Übersichtsabbildung. 

 

Abbildung 12: Toluidinblaufärbung des Bio-Oss® Granulat Implantates der Kontrollseite, 
Übersichtsabbildung. 
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Abbildung 13: Toluidinblaufärbung des Bio-Oss® Granulat (BO) Transplantates der 
Versuchsseite, die einzelnen Stücke des Granulates sind bindegewebig eingewachsen. 

 

 

Abbildung 14: Toluidinblaufärbung des Bio-Oss® Granulat (BO) Implantates der 
Kontrollseite, die einzelnen Stücke des Granulates sind bindegewebig eingewachsen. 
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Abbildung 15: Toluidinblaufärbung des Bio-Oss® Granulats (BO) mit Resorptionslakune und 

Osteoklast (Pfeil), Versuchsseite. 
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Abbildung 16: Toluidinblaufärbung mit Fremdkörperreaktion um stark oder vollständig 

abgebautes Bio-Oss® Granulat (BO).  

 

 

 

Abbildung 17: Toluidinblaufärbung eines Fremdkörpergranuloms aus vielkernigen Zellen 

und Schichten von Fasergewebe mit Lymphozyteninfiltration. 
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4 DISKUSSION 

 

In der vorliegenden Studie wurden bei sechs Göttinger Minischweinen in vitro gezüchtete, 

dreidimensionale autologe Osteoblastenkulturen dazu genutzt, vaskularisierte 

Knochentransplantate an einem ektopen Ort, dem Musculus latissimus dorsi, zu 

präfabrizieren. Im Vergleich wurde den Tieren auf einer Seite Bio-Oss® Graulat (Geistlich 

Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) mit Osteoblasten und auf der anderen Seite Bio-Oss® 

Granulat ohne Zellen eingepflanzt. Mit Osteoblasten besiedeltes Bio-Oss® Granulat zeigte 

keine Vorteile zu zellfreiem Bio-Oss® bei der Knochenformation innerhalb von sechs 

Wochen.  

 

4.1 Beurteilung des Tiermodells 

Es wurde berichtet, dass autogene osteogene Zellen wirksam die Knochenformation in 

Kleintier-Modellen verstärken. So beschreiben Ohya et al., dass autogene mesenchymale 

Stammzellen/Trombozytenreiches Plasma (PRP) bei Kaninchen die Knochenapposition 

ähnlich verbessern wie autogene Spongiosa-Stückchen / PRP, was als eine vielversprechende 

Methode betrachtet wird (Ohya et al. 2005). Studien über die Präfabrikation eines 

Knochentransplantates in einem ektopen Lager eines Großtiers oder sogar am Menschens sind 

nach dieser Recherche nur aus der Kieler Arbeitsgruppe bekannt (Terheyden et al. 2001a, 

Terheyden et al. 2001b, Terheyden et al. 2004, Warnke et al. 2004). Insofern ist der Versuch 

der Präfabrikation von Knochentransplantaten an Großtiermodellen zukunftsweisend, wenn 

auch im Erfolg des jeweiligen Ansatzes noch schwer abschätzbar. Erfolgreiche Ergebnisse 

beim Minischwein wären bedeutsamer für den potentiellen klinischen Einsatz als in 

Kleintiermodellen, da das Minischwein dem Menschen ähnlicher ist. Das Göttinger 

Minischwein ähnelt in seiner Physiologie und Anatomie dem Menschen und macht daher eine 

Übertragbarkeit der Ergebnisse möglich (Hönig 1993). Der Mensch besitzt eine 

Knochenapposition von 0,9 µm, die mit 1,2 µm beim Schwein vergleichbar ist (Hönig 1993). 

Auch bei der hohen Gewebsdurchblutung ähneln sich Mensch und Schwein (Hönig 1993). 

Obgleich das Minischwein dem Menschen in Physiologie und Anatomie ähnelt, kann man 

nicht von einer vollständigen Übertragbarkeit ausgehen. 

 

4.2 Beurteilung des Transplantatlagers 

Das Transplantatlager ist ein bestimmender Faktor, der das Verhalten der transplantierten 

Zellen erheblich beeinflusst. In Tiermodellen, bei denen segmentale Knochendefekte (Petite 
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et al. 2000, Schliephake et al. 2001, Fialkov et al. 2003, Abukawa et al. 2004), 

Alveolarknochendefekte (Weng et al. 2006) und kraniale Defekte (van den Dolder et al. 2003) 

mit einer an osteoinduktiven Faktoren, Nährstoffen und sauerstoffreichen Umgebung 

untersucht wurden, konnte eine Beschleunigung und Verbesserung der Knochenbildung der 

osteogenen Zellen beschrieben werden. Über den Musculus latissimus dorsi zur 

Präfabrikation von Knochen liegen bisher nur wenige Ergebnisse und diese ausschließlich aus 

den Kieler Arbeitsgruppen der Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie vor (Terheyden et al. 

2001a, Terheyden et al. 2001b, Warnke et al. 2004). 

Im vorliegenden Modell fand in der anfänglichen Phase nach der Transplantation die 

Versorgung mit Sauerstoff und Nährstoffen durch Diffusion aus dem umgebenden Gewebe 

statt. Da eine solche Diffusionsversorgung jedoch nur innerhalb eines Radius von 200 µm 

möglich ist (Folkman & Hochberg 1973, Goldstein et al. 2001), stellte der absolute 

Durchmesser des Transplantates von circa 2 cm in dieser Studie eine große Herausforderung 

für die Zellen dar. Zusätzlich ist von einer sehr langsamen Einsprossung neuer Gefäße aus der 

Umgebung in das Transplantat auszugehen, worauf eine Vaskularisierungsrate von 0,09-0,25 

mm/Tag in einem Kaninchenmodell hindeutet (Zawicki et al. 1981). 

Daher ist es möglich, dass die vorgezüchteten Zellen aufgrund von Sauerstoff- und 

Nährstoffmangel nach der Transplantation abgestorben sind. Ein beträchtlicher Verlust an in 

vivo transplantierten Osteoblasten innerhalb der ersten Woche wurde ursächlich durch die 

Sauerstoff- und Nährstoffknappheit beschrieben (Kneser et al. 2006). So könnten viele der 

gezüchteten Zellen eine Phase der akuten Sauer- und Nährstoffknappheit erfahren haben und 

abgestorben sein, noch bevor sie durch Gefäßeinsprossung ernährt werden konnten. Eine 

Ausnahme hätten dabei die in direkter Nachbarschaft zum Transplantatlager stehenden Zellen 

bilden können. Das Überleben der Osteoblasten bis sechs Wochen nach Implantation konnte 

jedoch auch durch die Vitalfärbung mit PKH26 (Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) 

nicht nachgewiesen werden. 

 

4.3 Beurteilung der dreidimensionalen autologen Osteoblastenkultur 

Die bisherigen Untersuchungen zur Präfabrikation von Knochen am Großtier nutzten BMP 7 

beziehungsweise BMP 7 und Knochenmark als Zusatz zum Bio-Oss® (Terheyden et al. 

2001a, Terheyden et al. 2001b, Terheyden et al. 2004, Warnke et al. 2004). Es konnte daher 

nicht gezeigt werden, ob osteogene Zellen beziehungsweise ihre Vorläufer oder BMPs 

ursächlich an den erfolgversprechenden Ergebnissen beteiligt waren (Warnke et al. 2004). 

Obwohl bisher noch nicht bekannt ist, welche osteogenen Zellen sich am Besten zur 



34 

 

Generierung von Knochengeweben eignen, sind sie integraler Bestandteil der Konzepte für 

bioartifiziellen Knochen (Kneser et al. 2006). Die in dieser Studie verwendeten autologen 

Osteoblasten konnten keinen neuen Knochen bilden. Der Mangel an osteogenen Faktoren im 

Transplantatlager könnte zu dem Verlust der Osteogenizität der Osteoblasten beitragen. 

Knochenwachstum ist das Ergebnis eines konstanten Zusammenspiels zwischen 

Wachstumsfaktoren, Cytokinen und osteogenen Zellen (Robey et al. 1993, Reddi 1998a, 

Lieberman et al. 2002). Osteoinduktive Faktoren wie BMPs haben die Fähigkeit, die 

Proliferation und Differenzierung von transplantierten osteogenen Zellen zu modulieren 

(Kneser et al. 2006). Deshalb hängt vermutlich die osteogene Funktion der Osteoblasten von 

der kontinuierlichen Stimulation durch BMPs ab (Hu et al. 2005). Da Wachstumsfaktoren 

vom gewünschten Wirkungsort schnell weg diffundieren, sind intelligente Transportsysteme 

von entscheidender Bedeutung (Hollinger et al. 1998). In der vorliegenden Studie wurden 

keine osteoinduktiven Faktoren in vivo verwendet, und Bio-Oss® Granulat (Geistlich Pharma 

AG, Wollhusen, Schweiz) selbst fehlt die Osteoinduktivität, daher waren die gezüchteten 

Osteoblasten eventuell nicht in der Lage, die osteogenen Funktionen aufrecht zu erhalten. Die 

Verwendung von BMPs ist jedoch insgesamt kritisch zu bewerten, da neuere Studien auch 

kanzerogene Eigenschaften aufgezeigt haben (Dai et al. 2008, Gordon et al. 2008, Liu et al. 

2008).  

Die zu beobachtende Fremdkörperreaktion in den Präparaten mit Bildung von Granulomen 

um die Reste des  Bio-Oss® Granulat (Abbildungen 16 und 17) ist bemerkenswert, da es sich 

um ein gut dokumentiertes und weit verbreitetes Knochenersatzmaterial handelt. Durch seine 

Vorbehandlung ist es antigenfrei und es sind bisher keine derartigen Fremdkörperreaktionen 

bekannt (Wetzel et al. 1995, Berglundh & Lindhe 1997, Terheyden et al. 1999, Wiltfang et al. 

2004). Um das Risiko einer Antigenreaktion mit dem zellbesiedelten Bio-Oss® Granulat zu 

vermeiden, wurde bei der Kultivierung statt des üblichen fetalen Kälberserums autologes 

Serum verwendet. Die Quelle dieser Reaktion ist unklar, wirft aber die Frage auf, ob der 

Zellkultivierungsprozess dafür verantwortlich sein kann.  

Die Arbeiten diverser Autoren haben gezeigt, dass der Einsatz des in dieser Studie 

verwendeten Knochenersatzmaterials (Bio-Oss® (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, 

Schweiz)) in verschiedenen klinischen Situationen das Wachstum von neuem Knochen in 

ossären Defekten erleichtern kann (Wetzel et al. 1995, Berglundh & Lindhe 1997, Terheyden 

et al. 1999, Wiltfang et al. 2004). Es weist gute osteokonduktive Eigenschaften auf (Rey 

1990, Begley et al. 1993, Valdre et al. 1995, Acil et al. 2000, Artzi et al. 2002, Haas et al. 

2002). Dies ist von Bedeutung, da bei der Gewinnung autologer Transplantate ein neuer, zum 
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Teil beträchtlicher Knochendefekt geschaffen wird. Dieser kann weitere Morbidität nach sich 

ziehen und begrenzt so die zu entnehmende Menge. Trotzdem sind Knochenersatzmaterialien 

nicht unumstritten, beim Einsatz von allogenem Materialien sowohl aufgrund ethischer und 

psychologischer Gründe als auch dem Restrisiko von eventuellen Infektionen mit dem 

humanen Immundefizienz-Virus (HIV) (Cook et al. 1995) und Hepatitis. Xenogene 

Materialien sind zum Beispiel durch die bovine spongiforme Enzephalopathie (BSE) in die 

Diskussion geraten. Allogene und xenogene Materialien haben zwar keine Osteogenizität 

(Cooper et al. 2001), aber eine dem autologen Knochen vergleichbare Elastizität und 

biomechanische Stabilität.  

Eine weitere mögliche Ursache für das unterbliebene Knochenwachstum in dieser Studie kann 

der Verlust der Osteogenizität der Osteoblasten bereits nach der Transplantation sein. Es ist 

möglich, dass osteogene Zellen nach wiederholtem Passagieren ihr osteogenes Potential 

verlieren (Muraglia et al. 2000). Es ist aber unwahrscheinlich, dass dies bei den Osteoblasten 

der vorliegenden Studie vor der Transplantation in vivo passierte, seit dem sie von der 

zweiten Passage geerntet wurden. Die positive Osteocalcinfärbung und der Nachweis von 

Hydroxylysylpyridinolin (HP) und Lysylpyridinolin (LP) bei den parallel kultivierten Zellen 

scheinen dies zu beweisen. Dennoch kann nicht ausgeschlossen werden, dass unter der Sauer- 

und Nährstoffknappheit nach der Transplantation die meisten Osteoblasten ihr osteogenes 

Potential möglicher Weise verloren haben, selbst wenn sie die mangelhafte Versorgung 

überlebt haben.  

Das Ergebnis könnte auch zeigen, dass die Größe des transplantierten Volumens durch 

mangelhafte Versorgung mit Sauerstoff und Nährstoffen kritisch für das Überleben und die 

osteogenen Funktionen der transplantierten dreidimensionalen autologen Osteoblastenkultur 

war (Folkman & Hochberg 1973, Zawicki et al. 1981, Goldstein et al. 2001).  

Zumindest waren die ursprünglich transplantierten und mit dem Vitalfarbstoff PKH26 

(Sigma-Aldrich, Deisenhofen, Deutschland) markierten Osteoblasten nach der sechswöchigen 

Einheilungsphase nicht mehr nachzuweisen.  

Ein weiterer kritischer Faktor ist die Zahl und Dichte der Zellen auf dem Bio-Oss® Granulat. 

Die Anzahl und Konzentration der osteogenen Zellen  in einem Gerüst ist ausschlaggebend 

für die erfolgreiche Knochenbildung in vivo (Hernigou et al. 2005a, Hernigou et al. 2005b). 

Es wurde gezeigt, dass es den Zellen möglich war, sich auf Bio-Oss®-Oberfächen zu 

vereinigen, nachdem sie sechs Wochen wie in den Kulturbedingungen dieser Studie gezüchtet 

wurden (Acil et al. 2000). Allerdings wurden die Zellen in dieser Studie nur eine Woche auf 

Bio-Oss® Granulat kultiviert. Daher ist es denkbar, dass die Zelldichte auf dem Bio-Oss® 
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Granulat nicht hoch genug war, um die Knochenneubildung signifikant zu verbessern. 

Die vorliegende Studie am Minischwein zeigt, dass die dreidimensionalen 

Osteoblastenkulturen keine Knochenapposition herbeiführen konnten.  

 

4.4 Schlussfolgerung 

Zusammenfassend ist festzustellen, dass im vorliegenden Modell dreidimensionale autologe 

Osteoblastenkulturen keinen Knochen bilden konnten. Zusätzliche Maßnahmen wie der 

Zusatz von angiogenen Faktoren, die die Angiogenese im Transplantatgebiet beschleunigen 

oder der Zusatz von osteoinduktiven Faktoren wie BMPs, unter Berücksichtigung der 

unkontrollierten Proliferation, könnten helfen, dass die Osteoblasten die Knochenneubildung 

verstärken. 
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5 ZUSAMMENFASSUNG 
 

Die Versorgung angeborener oder erworbener Knochendefekte und die damit verbundene 

Wieder- Herstellung von Funktion, Belastbarkeit und Ästhetik spielt für die Lebensqualität 

von Patienten eine große Rolle. Gleichzeitig stellt dies für die Chirurgie jedoch eine 

bedeutende Herausforderung dar.  

Das Ziel der vorliegenden Studie war es, die Knochenbildung nach Transplantation von in 

vitro präfabrizierten, dreidimensionalen autologen Knochenzellkulturen in einem ektopen 

Lager zu untersuchen.  

Systematische Versuche am Großtier sind notwendig für das Verständnis der 

Knochenregeneration im Tissue engineering, um so klinische Alternativen zu konventionellen 

autologen Knochentransplantaten zu finden. 

Verschiedene Studien haben die Möglichkeiten der Präfabrikation von Ersatzgeweben 

aufgezeigt (Cao et al. 1997, Campbell et al. 1999, Kamil et al. 2004, Warnke et al. 2004). 

Es stellte sich die Frage, ob in vitro gezüchtete, dreidimensionale autologe 

Osteoblastenkulturen zur extraskellettalen Präfabrikation eines gefäßgestielten 

osteomuskulären Transplantats geeignet sind. Der Vorteil bezüglich der Knochen-

wachstumsqualität und -quantität wurde gegenüber einem Kontrollimplantat, welches 

ausschließlich aus Bio-Oss® (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) bestand, untersucht. 

Bei sechs ausgewachsenen Minischweinen wurde in einer ersten Operation 

Knochenspongiosa entnommen. Die daraus gewonnenen Zellen wurden mit einem osteogenen 

Nährmedium, das durch autologes Serum ergänzt wurde, so kultiviert, dass die Anzucht reiner 

Osteoblastenkulturen gefördert wurde (Acil et al. 2000). Die Osteoblasten wurden auf Bio-

Oss® Granulat (Geistlich Pharma AG, Wollhusen, Schweiz) für eine Woche gezüchtet und die 

osteogenen Marker Hydroxylysylpyridinolin (HP) Lysylpyridinolin (LP) und Osteocalcin 

bestimmt. Diese dreidimensionale autologe Osteoblastenkultur wurde nach sechs Wochen in 

einer zweiten Operation in eine Muskeltasche des Musculus latissimus dorsi der Schweine 

transplantiert. Nach einer Einheilungszeit von weiteren sechs Wochen wurden die Tiere 

geopfert. Die Präparate wurden gewonnen und mit Hilfe von Mikroradiographien, 

Fluoreszensmikroskopie und  Toluidinblau-Histologie ausgewertet. 

Die autologen dreidimensionalen Osteoblastenkulturen zeigten keinen Unterschied zu den 

Kontrollimplantaten. Es konnte kein Knochenwachstum beobachtet werden. Mit einem 

Vitalfarbstoff markierte Osteoblasten waren nach Einheilung nicht mehr nachweisbar.  

Die vorliegende Studie am Minischwein zeigt, dass die dreidimensionalen autologen 

Osteoblastenkulturen die Knochenappositon nicht signifikant verbessern konnten. 
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