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1. Einleitung 

1.1. Überblick  
 
Jedes Jahr steigt die Anzahl der orthopädischen und unfallchirurgischen Eingriffe. 

Allein die Zahl der implantierten neuen Gelenke an Hüfte und Knie belief sich im Jahr 

2016 auf circa 440.000 (1). Zusätzlich werden laut Schätzungen knapp 30.000  

Knochengewebetransplantationen pro Jahr durchgeführt (2). Selten werden hierbei 

ganze Knochen transplantiert, sondern häufiger individuell an ein Defizit angepasste 

Fragmente benötigt. Die häufigsten Gründe für eine solche Transplantation sind unter 

anderem Defekte durch Fehlstellungen, Frakturen, Infektionen oder Resektionen.  

Obwohl Knochen ein hohes physiologisches Regenerationspotential besitzen, ist ab 

einer kritischen Größe des Defektes keine folgenlose Ausheilung ohne damit 

einhergehende Funktionseinbußen mehr möglich (3,4). 

Die physiologische Frakturheilung im adulten Knochen ist maßgeblich abhängig von 

der Stellung der Frakturenden zueinander. Bei einer optimalen Adaptation bildet sich 

Granulationsgewebe, das den Frakturspalt überbrückt. Hier entwickeln sich 

Osteoblasten aus osteogenen Vorläuferzellen, die letztlich Knochengewebe bilden (5). 

Bei einer ausbleibenden Adaptation der Frakturenden entsteht zunächst ein 

bindegewebig organisiertes Hämatom im Frakturspalt. Ein Teil der frakturierten 

Knochenenden wird aufgrund der fehlenden Blutversorgung nekrotisch und durch 

Osteoklasten resorbiert. Anschließend kann bei stabilen mechanischen Verhältnissen 

hochwertigerer Faserknochen gebildet werden.  

Herrschen stattdessen instabile Verhältnisse, entsteht bradytropher Faserknorpel, der 

über einen längeren Zeitraum zu Knochengewebe umgebaut wird.  

Ein weit verbreitetes klinisches Problem bei der Frakturheilung ist die Bildung von 

Pseudarthrosen und Knochennekrosen. Diese treten vor allem dann auf, wenn durch 

die unzureichende Stabilisierung der Fraktur, durch eine Fraktur kritischer Größe oder 

durch die eingeschränkte Vaskularisierung keine ausreichende Regeneration des 

Knochens möglich ist (6). 

Da Pseudarthrosen regelhaft mit Schmerzen und einer eingeschränkten Funktion der 

betroffenen Extremität einhergehen, ist der klinische Bedarf an therapeutischen 

Optionen eminent. Eine spezielle Art der Pseudarthrose ist die avitale Pseudarthrose, 

welcher eine mangelhafte Versorgung mit Blutgefäßen im Frakturspalt zu Grunde liegt. 
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In den letzten Jahren wurden vermehrt Lösungsansätze entwickelt, um die 

Blutversorgung im Frakturspalt zu verbessern und die Pseudarthrose so zu behandeln. 

Im Folgenden soll zunächst ein Überblick über den derzeitigen Stand der 

verschiedenen entwickelten Strategien zur Verbesserung der Blutversorgung (siehe 

1.2), der untersuchten Zelltypen (siehe 1.4) und der Gefäßentstehung (siehe 1.3) 

gegeben werden. Darauffolgend wird das Augenmerk auf die Kombination von 

outgrowth endothelial cells (OEC), endothelialen Progenitorzellen (EPC) und 

mesenchymalen Stammzellen (MSC) in der Forschung (siehe 1.5) sowie auf die Rolle 

der myeloiden Zellen bei der Bildung vaskulärer Strukturen (siehe 1.6) gelegt.  

 
1.2. Vaskularisierungsstrategien 

 
Bei größeren Knochendefekten, die durch ein Trauma, abnorme Stellung der 

Frakturenden, Knochentumorresektion, spinale Deformitäten oder Infektionen 

entstanden sind, gibt es aktuell noch keine zufriedenstellenden Optionen der 

Heilungsverbesserung. Aus diesem Grund sind autologe Grafts noch der klinische 

Goldstandard. Dieser birgt allerdings Probleme durch limitierte Verfügbarkeit und 

anschließende Komplikationen im Bereich der Entnahmestelle (7,8), wie 

beispielsweise chronischer Schmerz, nervale Verletzung, Hämatombildung, 

Infektionen sowie kosmetische Probleme (9). 

Allogene Implantate stellen eine alternative Option dar, welche dagegen vermehrt 

immunologische Abstoßungsreaktionen zeigen sowie Risiken der Krankheits-

übertragung und eine hohe Misserfolgsrate beinhalten (10). 

 

Als Antwort auf die drängende Nachfrage nach neueren effektiven 

Knochendefektheilungsoptionen gibt es mehrere weiterentwickelte Ansätze, die seit 

einiger Zeit verfolgt werden.  

Ein möglicher Ansatz beruht auf der Verwendung von strukturgebenden 

Biomaterialien, sogenannten Scaffolds.  

Scaffolds stellen 3D (dreidimensional) -Konstrukte dar, welche Zellen und Gewebe 

eine Oberfläche zum Wachsen sowie einen Ersatz der extrazellulären Matrix zur 

Verfügung stellen. Diese können durch mechanische Stabilisierung des Defektes 

sowie Unterstützung der Proliferation und Differenzierung von Zellen die 
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Knochenheilung beeinflussen. Es lassen sich natürliche und synthetische 

Biomaterialien unterscheiden.   

Im Vergleich zu synthetischen Biomaterialien zeigen natürliche Biomaterialien wie 

Kollagen oder Hyaluronsäure sowohl eine bessere Zelladhäsion als auch bessere 

chemotaktische Antworten in Kombination mit Chemokinen (11). 

Synthetische Polymere hingegen erlauben aufgrund ihrer mechanischen 

Eigenschaften eine bessere Anpassung ihres Designs an die gewünschte Struktur des 

Defektes (12). 

Zusätzlich beeinflussen unterschiedliche physikalische Faktoren der Scaffold-Struktur 

das Einwachsen der Gefäße in das Biomaterial. So hängen die Porendichte sowie die 

Porengröße als auch die Interkonnektivität der Poren mit dem Erfolg der Perfusion des 

Scaffolds zusammen (13–15) . 

 

Zu den Biomaterial-basierten Implantaten werden auch Hydrogele gezählt. Diese sind 

Biomaterialien mit hohem Wassergehalt, die sich positiv auf den Transport und 

Austausch von löslichen Stoffen auswirken und dadurch ein Extrazellulärmatrix-

ähnliches Milieu schaffen, welches die Interaktion, Differenzierung und Adhäsion von 

Zellen und die Entwicklung eines funktionalen vaskulären Netzwerks verbessert (16–

19). Bei der Co-Applikation von Stammzellen mit Hydrogelen waren positive Effekte 

auf Geweberegeneration bzw. -bildung, auch unter Verbesserung der Vasku-

larisierung, nachweisbar (20,21).  

Gegenüber festen Biomaterialien zeigt sich bei Hydrogelen eine deutlich homogenere 

Zellverteilung innerhalb des Gels sowie ein verbesserter Zu- und Abtransport von 

Abbauprodukten und Nährstoffen im Vergleich zu Festkörper-basierten Implantat-

Materialien (16,22,23). Des Weiteren zeigt die minimal-invasive Injektion von 

Hydrogelen einen geringeren Weichteilschaden im Vergleich zur Implantation von in 

vitro generierten Konstrukten. Außerdem passen sich Hydrogele an die Struktur des 

Knochendefektes an und ihre Bildung kann in situ durch verschiedene Faktoren wie 

beispielweise thermische oder UV-Licht-Einflüsse induziert werden.  

Matrigel®, das speziell in dieser Versuchsreihe zur subkutanen Injektion 

verschiedener Zellpopulationen verwendet wurde, besteht zum Großteil aus der 

gelösten Basalmembran des murinen Engelbreth-Holm-Swarm Sarkoms, welches 

besonders viel extrazelluläre Matrixproteine wie Laminin, Kollagen IV, Proteoglykane 
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sowie Entactin/Nidogen enthält (24,25). Während Matrigel® bei 4 °C einen flüssigen 

Aggregatzustand aufweist, bildet es bei 37 °C ein strukturgebendes Hydrogel aus.  

In Ergänzung muss konstatiert werden, dass die Nutzung dieser aus tierischem 

Material gewonnenen Hydrogele im humanmedizinischen Bereich meist wegen der 

Sorge vor potentiellen immunogenen Reaktionen verboten ist (26).  

 

Es zeigt sich außerdem, dass bioartifiziell hergestelltes, nicht vaskularisiertes 

Knochenersatzgewebe bei einer Implantation von innen heraus absterben würde, da 

eine ausreichende Versorgung von metabolisch aktivem Gewebe nur bis zu einer 

Diffusionsstrecke von circa 200 µm von der nächstgelegenen Kapillare gewährleistet 

werden kann (27). 

Ein Absterben bei einer größeren Distanz zum versorgenden Gefäßstumpf kann 

verhindert werden, indem man das Einsprossen von kapillären Strukturen nach der 

Implantation des Scaffolds durch gezielte Applikation von Wachstumsfaktoren wie 

VEGF, bFGF und PDGF (vascular endothelial growth factor, basic fibroblast growth 

factor und platelet derived growth factor) induziert. Mit dieser Methode zeigten sich 

gute Ergebnisse (28). Allerdings ist durch die einmalige Applikation keine dauerhaft 

physiologische Konzentration der Wachstumsfaktoren zu erreichen. Daher zeigt sich 

ein besseres Vaskularisierungsverhalten, wenn die Scaffolds mit dem Einsatz von 

Wachstumsfaktoren im Sinne eines Deliverysystems kombiniert werden, welches eine 

kontrollierte Abgabe von angiogenen Faktoren ermöglicht (29,30). 

 

Eine weitere Strategie die Vaskularisierung auf Biomaterial-basierten 

Knochenkonstrukten zu verbessern, besteht aus der präimplantativen Kombination 

von Biomaterialien mit autologen Zellen, die aus Spendermaterial isoliert werden und 

am Prozess der Blutgefäßbildung entscheidend beteiligt sind. Diese 

Prävaskularisierung induziert vor der Implantation die Bildung von gefäßähnlichen 

Strukturen, die dann zeitnah einen Anschluss an das mikrovaskuläre Netzwerk des 

Empfängers finden sollen (31–33). 

Zunächst konnte in Vorarbeiten der Arbeitsgruppe gezeigt werden, dass OEC, eine 

Zellpopulation, die aus den EPC hervorgeht (34,35), ein hohes proliferatives und 

angiogenes Potential besitzt und somit im Prozess der Vaskularisierung ebenso einen 

positiven Effekt ausüben kann (36,37). 
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Des Weiteren wurden Monokulturen aus OEC oder endothelialen Vorläuferzellen, 

EPC, genutzt, um eine verbesserte Vaskularisierung zu schaffen. Mehrere Autoren 

konnten zeigen, dass diese Zellen direkt vaskuläre Netzwerke generieren oder durch 

parakrine Mechanismen die Gefäßbildung unterstützen können (38,39). 

Unterschiedliche Stimuli führen zur Ausbildung von mikrovaskulären Strukturen mit 

einem tubulärem Lumen durch OEC (40,41). Die Ausbildung dieser Strukturen und 

das damit verbundene therapeutische Potential konnten bei einer Besiedlung von 

Seidenfibroin mit OEC im Sinne einer präimplantativen in vitro Vaskularisierung 

gezeigt werden (42).  

In einer weiteren Studie konnte durch Triple-Kulturen aus mesenchymalen 

Stammzellen (MSC), outgrowth endothelial cells (OEC) und endothelialen 

Progenitorzellen (EPC) mit myeloiden Eigenschaften die Bildung, die Stabilität und die 

Länge der sich bildenden vaskulären Strukturen positiv beeinflusst werden (43). 

 
1.3. Steuerung der Angiogenese 

 
Grundsätzlich lassen sich zwei Formen der Blutgefäßbildung unterscheiden: 

Vaskulogenese und Angiogenese. Vaskulogenese beschreibt die Formierung eines 

Blutgefäßes durch eine Progenitorzelle, einen Angioblasten oder einen 

Hämangioblasten, während Angiogenese eine Entwicklung von Gefäßen aus bereits 

bestehenden Gefäßen durch Proliferation und Aussprossung neuer Gefäße beschreibt 

(44). Beide Prozesse sind allerdings nicht strikt trennbar und laufen vermutlich parallel 

zueinander ab.  

Vaskulogenese kennzeichnet die Entwicklung von Blutgefäßen vor allem während der 

Embryonalphase und bedingt daher auch die Entstehung der Blutversorgung von 

embryonalem Knochen. Hierbei entstehen Gefäße de novo aus mesodermen 

Vorläuferzellen, die zunächst zu Hämangioblasten differenzieren. Diese stellen den 

gemeinsamen Ursprung von hämatopoetischen Stammzellen und Angioblasten dar. 

Unter Einfluss von VEGF-R2 (vascular endothelial growth factor receptor 2) sowie FIk-

1 (Fetal Liver Kinase-1) findet eine weitere Differenzierung zu endothelialen 

Vorläuferzellen statt (45). 

Durch Migration, Aggregation und Differenzierung bildet sich letztlich ein aus 

Endothelzellen bestehender primärer Kapillarplexus. Dieser wird durch den Prozess 

der non-sprouting Angiogenese zu einem größeren Netzwerk erweitert. Die non-
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sprouting Angiogenese (Intussuszeption) beschreibt das Einwachsen von 

interstitiellen Gewebesäulen in bereits existierende Gefäße entweder durch seitliches 

Einfalten der Gefäßwand oder durch Verbindung sich gegenüberliegender 

Wandanteile bei kollabierenden Gefäßen (46,47). Ähnlich der Reifephase bei der 

Angiogenese stabilisieren auch hier Perizyten sowie glatte Muskelzellen das Gefäß.  

 

Angiogenese dagegen beschreibt den Vorgang der Gefäßneubildung im adulten 

Organismus, so auch bei der Regeneration von Knochen.  

Der Prozess der Angiogenese kann in zwei wesentliche Phasen unterschieden 

werden: Zum einen die Aktivierungs- und zum anderen die Reifephase (siehe Abb. 1). 

Ausgangspunkt der Angiogenese und damit Beginn der Aktivierungsphase ist 

zunächst die Vasodilatation durch die Ausschüttung von Stickstoffmonoxid (NO). 

Hierbei kommt es zu einer Unterversorgung des betroffenen Gebietes mit Blut und 

Nährstoffen, die vermehrt zur Freisetzung von HIF-1 (Hypoxie-induzierter Faktor) führt 

(48). Der erhöhte Spiegel von HIF-1 induziert die Sekretion von VEGF, von dem in 

mehreren in vitro Versuchen gezeigt werden konnte, dass die MSC VEGF in 

entscheidenden Mengen produzieren (49,50).   

Durch die vermehrte Expression von VEGF kommt es zu einer Permeabilitäts-

steigerung der bereits vorhandenen Blutgefäße (51).  

Die Basalmembran sowie die extrazelluläre Matrix nahe dem angiogenen Stimulus 

werden durch sezernierte Matrixmetalloproteasen (MMP), Protease-Inhibitoren oder 

Plasminogen-Aktivatoren degradiert (52,53). Es bildet sich durch extrazelluläre 

Proteine ein grundlegendes Gerüst für die Endothelzellen. Angiopoetin-2 destabilisiert 

hierauf die umliegenden Gefäße, so dass sich Endothelzellen aus dem Zellverbund 

lösen und durch die Interaktion mit VEGF zur Stelle der Gefäßaussprossung migrieren 

können (54). Darauffolgend formiert sich durch die immigrierten Endothelzellen ein 

Lumen und letztlich kann durch Mitose das Längenwachstum des Gefäßes erfolgen. 
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Abb. 1 - Die schematische Darstellung der wichtigsten Schritte der Angiogenese und der wichtigsten molekularen 
Faktoren. 1. Die Initiierung der Angiogenese mit Degradierung der Basalmembran, 2. Die Formierung neuer 
vaskulärer Strukturen durch Migration, Aggregation und Differenzierung, 3. Stabilisierung und Reifung der 
neuformierten Gefäße; HIF-1: Hypoxie-induzierter Faktor 1, VEGF: vascular endothelial growth factor, MSC: 
mesenchymale Stammzellen, MMP: Matrixmetalloprotease, Ang-2: Angiopoetin-2, PDGF: platelet derived growth 
factor, Ang-1: Angiopoetin-1, TGF- β: transforming growth factor beta; EC: endotheliale Zellen; adaptiert und 
modifiziert nach Laschke et al. 2011 (55) und Lauttia 2014 (56) 

 

Mit dem Beginn der Reifephase werden durch die Sekretion von PDGF Perizyten 

sowie glatte Muskelzellen rekrutiert, die das Gefäßgerüst ummanteln und sich positiv 

auf die Stabilisierung und die Ausdifferenzierung auswirken (57). 

Abschließend inhibiert transforming growth factor (TGF-β /ALK-5) die Proliferation von 

Perizyten sowie glatten Muskelzellen und sezerniertes Angiopoetin-1 moderiert eine 

verbesserte Zelladhäsion zwischen den Perizyten und den Endothelzellen sowie den 

Endothelzellen untereinander, um eine Stabilisierung der Gefäße sowie deren 

mechanischen Eigenschaften zu gewährleisten (58).  

 
1.4. Eigenschaften der endothelialen Progenitorzellen 

 
Die Annahme, dass die Blutgefäßbildung mit Beteiligung der endothelialen 

Vorläuferzellen nur in der Embryonalphase und nicht im adulten Organismus 

stattfindet, hatte lange Bestand. 1997 wurden die EPC von Asahara und Isner 

beschrieben und ihre Beteiligung an Neovaskularisierungsprozessen in vivo und in 

vitro aufgedeckt (59). Seitdem wird von einem signifikanten Beitrag der EPC zur 
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Blutgefäßentwicklung nicht nur in embryonalem, sondern auch in ischämischem, 

malignem und entzündetem adultem Gewebe ausgegangen (60,61).  

Endotheliale Progenitorzellen aus peripherem Blut stellen damit eine Quelle autologer 

Zellen mit hohem angiogenem Potential dar, welche minimalinvasiv gewonnen werden 

können und dadurch eine große Bedeutung im Bereich der regenerativen Medizin 

besitzen.  

Eine Vielzahl an Studien und Veröffentlichungen hat sich über die letzten Jahre mit 

den EPC beschäftigt. Die Charakterisierung, Identifikation und Definition variierten 

allerdings deutlich in diesen Studien. Endotheliale Progenitorzellen können deshalb 

nicht als homogene Zellfraktion bezeichnet werden. 

Anhand von unterschiedlichen Isolationstechniken konnten aus der mononukleären 

Zellschicht bereits mehrere Zelltypen beschrieben werden. Zwei dieser Zelltypen 

wurden bereits aufgrund ihres zeitlichen Auftretens und ihrer funktionellen 

Eigenschaften klassifiziert: frühe EPC und die OEC (34). 

Nach sieben Tagen Kultivierung stellen sich die EPC dar und zeigen mikroskopisch 

eine Spindelzell-Morphologie (62). Obwohl sie einige endotheliale Marker wie CD31 

(cluster of differentiation), vWF (von-Willebrand-Faktor) und VE-Cadherin exprimieren, 

zeigen diese Zellen keine typische endotheliale Morphologie und auch nur ein geringes 

proliferatives Potential (42). Zusätzlich weisen EPC auch hämatopoetische Marker wie 

CD45 und CD14 auf (63).  

OEC hingegen treten in kleineren Kolonien erst nach einer Kultivierungszeit von 3 

Wochen auf und zeigen mikroskopisch eine kopfsteinpflasterartige Morphologie (38) 

(siehe Tab.  1). Außerdem besitzen diese Zellen ein hohes proliferatives Potential und 

die Fähigkeit zur Bildung von angiogenen Strukturen. OEC exprimieren vermehrt 

CD34 und CD146 und zeigen ein stabiles endotheliales Erscheinungsbild (64). Im 

Gegensatz zu EPC bilden OEC in vitro in der Kombination mit Matrigel® angiogene 

Strukturen und unterstützen in vivo den Aufbau vaskularisierter Strukturen (50,65,66).  
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Endothelial progenitor cells (EPC) 
 

  
 

Outgrowth endothelial cells (OEC) 
 

  
 

Spindelförmige Morphologie Kopfsteinpflasterartige Morphologie 

nach 7 Tagen in Kultur, Mehrheit bei 
Isolation 

nach 3 Wochen Kultivierung 

CD45, CD31, CD14 CD31, CD34, CD146 

Niedrige Proliferationsrate Hohe Proliferationsrate 

Keine Bildung vaskulärer Strukturen Bildung tubulär vaskulärer Strukturen 

Sekretion von angiogenen Faktoren Hohes vaskulogenes Potential 
 
Tab.  1 - Überblick über die Morphologie sowie weiterer Eigenschaften der EPC und OEC; Bilder im Rahmen der 
Arbeitsgruppe lichtmikroskopisch erhoben 

 
1.5. Co-Kulturen – therapeutische Optionen mit OEC, 

EPC und MSC  
 
Mesenchymale Stammzellen sind multipotente Zellen, die in verschiedene 

Gewebetypen wie Knorpel, Knochen und Fettgewebe differenzieren können. Die 

Zellen können aus unterschiedlichen Quellen gewonnen werden. Die Wichtigsten 

stellen Fettgewebe, Nabelschnurmatrix und Fruchtwasser, vor allem aber 

Knochenmark dar. Aufgrund der Einfachheit der Isolation und der hohen 

Expansionsrate in der Zellkultur finden die MSC Anwendung im Knochen Tissue 

Engineering. Die Verwendung der Zellen in der Monokultur zeigte schon früh 

vielversprechende Ergebnisse bei der Knochenheilung (67–69). 

Ein Grund hierfür ist unter anderem die bei der Frakturheilung erfolgende Rekrutierung 

von MSC. Die Rekrutierung der MSC erfolgt durch Sekretion von Faktoren wie IGF-1 
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(Insulin-like growth factor 1), IL-10 (Interleukin-10) und BMP-2 (bone morphogenetic 

protein 2) (siehe Abb. 2) von myeloiden Zellen, wie z.B. Makrophagen oder auch den 

EPC. Zusätzlich sind die MSC vermutlich ein Faktor einerseits bei der 

Transdifferenzierung von M1- zu M2-Makrophagen sowie andererseits bei der 

Differenzierung von myeloiden Vorläuferzellen zu Osteoklasten und damit der 

Regulation des Mikromilieus am Ort der Fraktur (70). Darüber hinaus verstärken die 

MSC neben lokalen Heilungsprozessen durch Sekretion von verschiedenen 

Wachstumsfaktoren und Zytokinen auch die Differenzierung sowie die Proliferation 

weiterer Stammzellen (71). Ebenso wird durch die Sekretion von pro-angiogenen 

Faktoren wie FGF-2 (fibroblast growth factor-2), VEGF und auch Angiopoetin-1 die 

Proliferation und Differenzierung von endothelialen Zellen stimuliert, welche wiederum 

osteogene Faktoren sezernieren, welche die Differenzierung von den MSC 

begünstigen (72,73). So konnte in in vitro Studien gezeigt werden, dass eine Co-Kultur 

der beiden Zelltypen eine effektivere Gefäßbildung im Vergleich zu der Monokultur 

bewirkt (43,74,75).  

Loibl et al. (76) zeigten außerdem, dass die MSC als die größte Quelle der Perizyten 

gelten. Sie besitzen durch die Sekretion von Angiopoetin-1 und dessen Bindung an 

den Tie-2-Rezeptor der Endothelzellen des Gefäßes einen ebenso stabilisierenden 

Einfluss auf das Gefäßnetzwerk bei dessen Bildung.   

Auch die OEC zeigten durch die Expression von MCP-1 (Monocyte chemotactic 

protein 1) und der damit verbundenen Proliferation von EPC sowie MSC und der 

Induktion der Produktion von VEGF einen zusätzlichen Einfluss auf die Angiogenese 

(77). 

 

Nebst der Nutzung von Co-Kulturen als therapeutische Optionen zur gezielten 

Verbesserung von Vaskularisierungsprozessen ist die Nutzung von Co-Kultur-

Modellen auch geeignet, um die Auswirkungen von biologischen Faktoren auf die 

Vaskularisierung darzustellen.  

Ein Beispiel hierfür ist der in unserer Arbeitsgruppe nachgewiesene anti-angiogene 

Effekt der aus Fucus vesiculosus extrahierten bioaktiven Substanz Fucoidan, welches 

ein hohes Molekulargewicht aufweist, auf die Co-Kultur-Modelle von OEC und MSC 

respektive OEC und MG63 (eine Osteosarkom-Zelllinie) (78). Je nach Spezies, 

Zeitpunkt der Ernte, Gewinnungsmethode oder Molekularstruktur zeigt Fucoidan 

unterschiedliche pro- bzw. anti-angiogene Effekte in Co-Kultur-Modellen (79). Darüber 
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hinaus weist Fucoidan eine anti-virale, anti-inflammatorische und auch anti-

thrombogene Wirkung auf.  

Durch den Einfluss des von uns verwendeten Fucoidans mit hohem Molekulargewicht 

konnten wir in unserem Versuchsaufbau die Angiogenese sowie die 

Knochenregeneration negativ beeinflussen. Im Gegensatz hierzu konnte Fucoidan mit 

niedrigem Molekulargewicht in Versuchsreihen durch Erhöhung des SDF-1 (stromal 

cell-derived factor 1) die Rekrutierung von EPC und dadurch eine verbesserte 

therapeutische Revaskularisierung zeigen (80). 

 

 
Abb. 2 - Darstellung des Einflusses der verschiedenen Faktoren und parakrinen Mechanismen auf die Proliferation 
und Differenzierung von MSC, OEC und EPC. Abkürzungen: MCP-1: Monocyte chemotactic protein 1, Ang-1: 
Angiopoetin - 1, SDF-1: stromal cell-derived factor 1 , TGF-β: Transforming growth factor beta, , ET-1: Endothelin-
1, MMP-9: Matrixmetalloprotease 9 (77,81–85) 

 

Die Bildung angiogener Strukturen beruht auf der Interaktion und Kommunikation der 

verschiedenen involvierten Zelltypen. Dabei spielen sowohl parakrine Mechanismen 

als auch die direkte Zellkommunikation eine wesentliche Rolle (50,86). 

Diese Kommunikation der Zelltypen bei der Neovaskularisierung in vitro zeigt einen 

hohen Grad an Komplexität, spiegelt aber dennoch nicht die Bedingungen im 

Organismus wider (87). Daher sind Co-Kulturen eine gute Option, um sich dem 

Verständnis des Regenerationsprozesses in vivo zu nähern.  
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1.6. Rolle der myeloiden Zellen 
 
Myeloide und lymphoide Zellen differenzieren sich aus hämatopoetischen 

Stammzellen, die vorrangig im Knochenmark zu finden sind. Zu den myeloiden Zellen 

gehören zum Beispiel die Granulozyten, Monozyten sowie die dendritischen Zellen. 

Die myeloiden Zellen weisen verschiedene Verhaltensweisen auf. So können sie im 

Blut zirkulieren, von dort in das Gewebe migrieren und hier verschiedene 

Wachstumsfaktoren und Enzyme sezernieren (88). 

Ein Teil der myeloiden Zelllinie sind Makrophagen, die sich aus monozytären 

Progenitorzellen differenzieren. Je nach Mikromilieu können sich Makrophagen in 

verschiedene Phänotypen differenzieren und sind daher ebenso eine Quelle für 

Osteoklasten (89).  

Man unterscheidet grundsätzlich zwischen den M1- und M2- Makrophagen. Die M1- 

Makrophagen werden hauptsächlich zu Beginn einer Entzündungsreaktion durch 

Zytokine wie Tumornekrosefaktor-alpha (TNF-a) und Interferon-γ als auch mikrobielle 

Substanzen wie Lipopolysaccharid klassisch aktiviert und sind mit der aktiven 

mikrobiellen Abwehr und pro-inflammatorischen Eigenschaften assoziiert (90). M1-

Makrophagen sind charakterisiert durch die Sekretion von IL-6, IL-1β sowie iNOS 

(inducible NO-Synthase) (91).  

Die M2-Makrophagen hingegen sind eher als anti-inflammatorische und pro-

angiogene Zelltypen beschrieben, die in der Geweberegeneration und im vaskulären 

Umbau mitwirken (92). Sie exprimieren hauptsächlich Marker wie CD163, CD206 und 

IL-10, aber auch CD11b sowie CD68. Ihre pro-angiogenen Eigenschaften erhalten sie 

durch die Sekretion von pro-angiogenen Faktoren wie VEGF, Arginase-1, PIGF 

(placental growth factor) und FGF2 sowie der Sekretion von Faktoren, die den Umbau 

von Extrazellulärmatrix bedingen (MMP, Kathepsine) (93,94). 

In neueren Studien konnte der Einfluss von myeloiden Zellen auf die Angiogenese 

nicht nur im Tumorgewebe, sondern auch in der Regeneration von Gewebe im adulten 

Organismus gezeigt werden (95–97).  

Zusätzlich wurde in Studien eine mögliche Quelle der myeloiden Zellen aus den 

mononukleären Zellen diskutiert (43). Hiernach teilen myeloide angiogene Zellen und 

EPC viele ähnliche Charakteristika bezüglich der Expression von Oberflächenmarkern 

wie CD11b, CD68 und CD206 sowie der Sekretion von pro-angiogenen Faktoren als 
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auch bezüglich der mit diesen Eigenschaften im Zusammenhang stehenden Relevanz 

bei der Blutgefäßbildung (98–100). 

In Bezug hierzu zeigten Medina et al. (101), dass das von myeloiden Zellen sezernierte 

IL-8 in der Lage ist, den VEGF-R2 an der Zelloberfläche reifer Endothelzellen 

unabhängig von dem Liganden VEGF zu aktivieren. Dieser Signalweg führt einerseits 

über die Aktivierung der Ras-Kaskade und letztlich der vermehrten Genexpression zur 

Proliferation der Endothelzelle. Andererseits führen beispielsweise Signalpfade der 

MAP-Kinase (mitogen-activated protein) und die Inhibition der Caspase zu Migration 

und Differenzierung der Zellen sowie der Formation von angiogenen Strukturen (102).  

Die bereits oben angesprochene Sekretion von Matrixmetalloproteasen (MMP) zu 

Beginn der Blutgefäßbildung ist ebenfalls auf myeloide Zellen zurückzuführen 

(103,104).  

 

Aufgrund dieser Ergebnisse kann den myeloiden Zellen die Fähigkeit zugesprochen 

werden, die Angiogenese in vitro und in vivo zu stimulieren. Eine Eingliederung der 

EPC in die vaskulären Strukturen im Sinne einer Transdifferenzierung ist zum 

momentanen Zeitpunkt noch fraglich.  

Auf der Basis dieser wissenschaftlichen Daten besteht Grund zur Annahme, dass 

EPC, wenn sie sich in Teilen wie alternative M2-Makrophagen verhalten, und somit 

durch die Sekretion von IL-8 und anderen pro-angiogenen Faktoren die Angiogenese 

mitbeeinflussen, einen großen klinischen Nutzen besitzen.  

 
1.7. Fragestellung der Studie 

 
Ziel der Arbeit ist es, einen Beitrag zur weiteren Optimierung von Strategien zur 

Vaskularisierung bei Knochendefekten und den damit verbundenen verbesserten 

therapeutischen Optionen zu leisten. Das Hauptaugenmerk liegt auf der Verwendung 

von EPC sowie OEC, isoliert aus peripherem Blut, und deren in vivo Co-Applikation 

mit MSC aus dem Knochenmark.  

Die Arbeitsgruppe hat sich in den letzten Jahren eingehend mit 

Vaskularisierungsstrategien für die Knochenregeneration, basierend auf Zellen des 

peripheren Blutes, beschäftigt. In den Vorarbeiten konnte zunächst gezeigt werden, 

dass OEC aus peripherem Blut in Co-Applikation mit primären osteoblastischen Zellen 

eine funktionale Vaskularisierung im Tiermodell ermöglichen können (32). Eine 
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mögliche Erklärung der verbesserten Durchblutung in der Co-Applikation in vivo 

konnten Kolbe et al. (50) bei in vitro Co-Kulturen von OEC mit MSC als parakrine 

Mechanismen aufzeigen. Dabei stellte sich in der Co-Kultur im Vergleich zur MSC-

Monokultur eine Induktion vaskulärer Strukturen dar. Dies lässt sich auf die vermehrte 

Sekretion von angiogenen Faktoren wie VEGF, bFGF und Ang-1 durch die MSC sowie 

die proliferativen Einflüsse der OEC auf die MSC zurückführen. 

 

Eine Zugabe von EPC zu der Co-Kultur aus OEC und MSC, welche in mehreren 

Versuchen den Vaskularisierungsprozess zusätzlich positiv beeinflusst hatten 

(38,39,105), zeigte eine signifikante Verbesserung der Bildung prävaskularer 

Strukturen in vitro (43). In dieser vorangegangenen Versuchsreihe unserer 

Arbeitsgruppe führte eine Zugabe von 10% EPC zur Co-Kultur aus MSC und OEC zu 

einer signifikant größeren Fläche vaskulärer Strukturen gegenüber der Kontrollgruppe 

ohne EPC sowohl nach 4 als auch nach 14 Tagen (siehe Abb. 3). Die Strukturlänge 

der vaskulären Strukturen war nach 14 Tagen in der Triple Kultur mit 10% EPC 

signifikant größer als in der Co-Kultur.  
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Abb. 3 - Quantifizierung von vaskulären Strukturen der Co-Kulturen mit EPC. Co-Kulturen mit MSC, OEC und EPC 
wurden, mit dem endothelialen Marker CD31 gefärbt, nach 4 Tagen (A) und 14 Tagen (B) dargestellt. Die Fläche 
(C) sowie die Länge der durch Co- und Triple-Kultur entstandenen vaskulären Strukturen (D) wurden nach 4 und 
14 Tagen quantifiziert. Die statistische Signifikanz war definiert für einen p-Wert < 0,05. n=9 Proben, Skala: 100µm; 
entliehen von Shi et al. 2014 (43) 

Ein weiterführender Ansatz beinhaltete die Kombination der Triple-Kultur mit einem 

Hydroxyapatit Polyester-Urethan Scaffold in vitro (81). Hier bestätigten sich die zuvor 

beschriebenen Effekte der EPC in der Triple-Kultur mit OEC und MSC. 

 

In der vorliegenden Arbeit soll nun der positive Einfluss von frühen endothelialen 

Progenitorzellen mit myeloiden Eigenschaften auf die Neovaskularisierung mit Hilfe 

des Triple-Applikations-Modells aus OEC, MSC und EPC von in vitro nach in vivo 
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übertragen werden. Mittels histologischer Schnitte sowie immunhistochemischer 

Färbung sollen die vaskulären Strukturen quantifiziert werden. Dies soll Rückschlüsse 

zu der Interaktion innerhalb der Experimentalgruppen sowie deren Einfluss auf die 

Bildung angiogener Strukturen, nach Implantation der Co- und Triple-Injektionen in 

Kombination mit einem Hydrogel (Matrigel®) in einem NOD/SCID-Maus-Modell, 

erlauben (siehe Abb. 4). 

 

 
Abb. 4 – Übersicht über den Versuchsaufbau, Skala: 100µm  
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2. Material und Methoden 

2.1. Material 

2.1.1.  Geräte 
 
Gerät       Hersteller 

 

Gefrierschrank (-20 °C)    Liebherr, Österreich 

Gefrierschrank (-30 °C)    Liebherr, Österreich 

Gefrierschrank (-80 °C)    Heraeus, Kendro Laboratory Products 

Eclipse 80i       Nikon, Japan 

Inkubator 1 Heraeus BBD 6220   Thermo Fisher Scientific, USA 

Inkubator 2 HeraCell 240    Thermo Fisher Scientific, USA 

Kühlschrank (4 °C)     Liebherr, Österreich 

Lichtmikroskop Axiovert 25   Carl Zeiss, D 

Luer-Knochenzange    Aesculap, Tuttlingen, D 

Minizentrifuge     Carl Roth, Österreich 

Neubauer-Zählkammer Improved, 0,0025 cm2 Labor Optik, Lancing, UK 

Nikon DS-Fi1     Nikon, Japan 

Pipettierhilfe Pipetus®, Akku-betrieben  Hirschmann, Eberstadt, D 

ProScan III      Prior, USA 

Rotor-Gene® Q-Cycler    Qiagen, Hilden, D 

Schüttler Swip     Edmund Bühler GmbH, Hechingen, D 

Sicherheitswerkbank HERASafe   Thermo Fisher Scientific, USA 

Spektralphotometer NanoDrop 2000  Thermo Scientific, USA 

Stickstoff-Lagertank Locator 4 Plus  Thermo Scientific, USA 

Thermomixer comfort 1,5 ml   Eppendorf, Wesseling-Berzdorf,  

Vakuumpumpe     Integra Biosciences, D 

Vortexer Vortex-Genie 2TM    Scientific Industries, Bohemia, USA 

Wasserbad Typ 1004    GFL, Burgwedel, D 

Zentrifuge Biofuge primo R   Heraeus, Hanau, D 

Zentifuge Multifuge 3 S-R    Thermo Scientific, USA 
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2.1.2.  Verbrauchsmaterialien 
 
Verbrauchsmaterialen                                               Hersteller 

 

Deckgläschen 18 x 18 mm    Menzel-Gläser, Braunschweig, D 

Eppendorf-Röhrchen (0,5 ml, 1,5 ml, 2 ml) Sarstedt, Nümbrecht, D 

Kryoröhrchen Cryo Pure 1,8 ml   Sarstedt, Nümbrecht, D 

Mikrotiterplatten (24 Well-Format)  TPP, Schweiz 

Mikrotiterplatten (96 Well-Format)  Thermo Scientific Nunc, D 

Parafilm      Pechiney Plastic Packaging, USA  

Petrischale      Greiner, Solingen, D 

Pipetten (5 ml, 10 ml, 25 ml), serologische Sarstedt, Nümbrecht, D 

Pipettenspitzen (200 µl, 1000 µl)   Biosphere 

Reagenz- und Zentrifugenröhre (15 ml, 50 ml) Sarstedt, Nümbrecht, D 

Röhre (15 ml, 50 ml)    Sarstedt, Nümbrecht, D 

Sterilfilter (0,2 µm)     Sarstedt, Nümbrecht, D 

Zellfilter (40 µm, 70 µm)    Sarstedt, Nümbrecht, D 

Zellkulturflaschen (175 cm2) (T-175)  Sarstedt, Nümbrecht, D 

Zellschaber (16 cm, 25 cm )   Sarstedt, Nümbrecht, D 

 
2.1.3.  Reagenzien und Lösungen 

 
Reagenzien und Lösungen   Hersteller 

 

Ampuwa® Plastipur Spüllösung   Fresenius, Bad Homburg, D 

Aqua dest.      Braun, Melsungen, D 

Biocoll Separating Solution   Biochrome, Berlin, D 

Collagen Type I Rat Tail     BD Biosciences, Bedford, USA 

Ciprobay (Ciprofloxacin)    Acros Organics, Belgien 

DAKO wash buffer     Dako, Glostrup, Dänemark  

Dimethylsulfoxid (DMSO)    Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA)   Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

EnVision™ Detection Systems    Dako, Glostrup, Dänemark 

Peroxidase/DAB, Rabbit/Mouse (K4065)  
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Entellan      Merck Millipore, USA 

Ethanol      AppliChem, Darmstadt 

Fibronectin      Millipore, Temecula, USA 

Fungizone (Amphotericin B)   Lonza Biosciences, Basel, Schweiz 

H2O2 (Wasserstoffperoxid)    Roth, Karlsruhe, D 

Matrigel®      BD Biosciences, USA 

Mayers Hämatoxylin-Lösung    Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Nuclease-freies Wasser  Ambion, Thermo Fisher Scientific, USA  

Paraformaldehyd (4%)    USB, Cleveland, USA 

phosphate buffered saline  (PBS)   PAA Laboratories, Pasching, AUT 

PicoGreen®-Reagens    Thermo Fisher Scientific, USA 

Proteinase K      Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

Schwefelsäure     Roth, Karlsruhe, D 

Streptavidin HRP     R&D Systems, Bio-Techne, USA 

Substrate Reagenz     R&D Systems, Bio-Techne, USA 

SYBR Green Master Mix    Applied biosystems, USA 

Trypan-Blau      Gibco, Carlsbad, USA 

Trypsin-EDTA     Gibco, Carlsbad, USA    

Xylol       Sigma-Aldrich, Steinheim, D 

 
2.1.4.  Zellkulturmedien und Zusätze 

 
Zellkulturmedium     Hersteller 

DMEM/ Ham’s F-12 (1:1)     

(Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium)  Biochrom, Berlin, D  

EGM-2 Bullet Kit  

(endothelial cell growth Medium 2)  Lonza Walkersville, USA 

GlutaMAX      Thermo Fisher Scientific, USA 

  

Medienzusatz     Hersteller 

Ascorbinsäure     Sigma-Aldrich, Steinbach, D 

β-Glycerolphosphat     Sigma-Aldrich, Steinbach, D 

Dexamethason     Sigma-Aldrich, Steinbach, D 

Fetales Bovines Serum (FBS)   PAA Laboratories, Österreich 
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Penicillin/Streptomycin    PAA Laboratories, Österreich 

 

2.1.5.  Verwendete Primär-Antikörper zur Darstellung der 
Angiogenese 

 

Antikörper Ursprung Verdünnung   Hersteller 

Anti-CD31  Ratte   1:35   Dianova, Hamburg, D 

 
2.1.6.  Tiere  

 
Name       Hersteller 

Fox Chase SCID beige Mäuse   Charles River Laboratories, D  

(CB17.Cg-PrkdcscidLystbg-J/Crl) 

 
2.2. Methoden 

2.2.1.  Isolation und Expansion humaner endothelialer 

Progenitorzellen (EPC) und Outgrowth Endothelial Cells 

(OEC) 
 
Endotheliale Progenitorzellen sowie outgrowth endothelial cells wurden wie bereits in 

anderen Protokollen (42,106,107) aus buffy coats isoliert und kultiviert (siehe Abb. 5). 

Die buffy coats wurden von dem Institut für Transfusionsmedizin des 

Universitätsklinikums Schleswig-Holstein, Campus Kiel, zur Verfügung gestellt. Sie 

entstehen als Nebenprodukt bei der Gewinnung von Erythrozytenkonzentraten und 

Frischplasmaprodukten und enthalten hauptsächlich Leukozyten sowie Monozyten, 

aber auch einen geringen Anteil an Erythrozyten. Die Isolation erfolgte in 

Übereinstimmung mit der lokalen Ethikkommission und einer schriftlichen 

Genehmigung der jeweiligen Spender, ihr Blut für wissenschaftliche Zwecke zu 

verwenden. Um die OEC sowie EPC aus den buffy coats zu gewinnen, wurden die 

mononukleären Zellen mittels Dichtegradientenzentrifugation separiert. Zunächst 

wurde 50 ml Blut in einer 1:3-Verdünnung mit buffy coat buffer (0,4% EDTA und 0,5% 

FBS in PBS) versetzt, anschließend jeweils 35 ml abpipettiert, vorsichtig auf 15 ml 

Biocoll separating solution (Dichte von 1,1 g/ml) geschichtet und danach bei 400 x g 
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für 35 Minuten ohne Unterbrechung bei Raumtemperatur zentrifugiert. Durch die 

Zentrifugation kam es zur Trennung von Erythrozyten/Granulozyten, Monozyten und 

Plasma/Thrombozyten. Während die Erythrozyten/Granulozyten aufgrund ihrer Dichte 

als Sediment zurückblieben, stellten sich die Monozyten als weiße Phase dar. 

 

 
 
Abb. 5 - Prinzip der Isolation und Expansion von mononukleären Zellen bis zur Kultivierung von EPC und OEC 

 
Diese mononukleäre Zellschicht wurde mit Hilfe einer 10 ml serologischen Pipette 

abpipettiert und erneut mit buffy coat buffer auf 50 ml aufgefüllt. Anschließend wurde 

das Gemisch bei 400 x g 10 Minuten lang zentrifugiert. Dieser Schritt wurde sowohl 

mit dem buffy coat buffer als auch erneut mit PBS wiederholt.  

Die mononukleären Zellen wurden anschließend mit dem EGM-2 (EGM-2 Bullet Kit + 

5% FBS + 1% Penicillin/Streptomycin) resuspendiert, die Zellzahl mit Hilfe einer 

Neubauer Zählkammer bestimmt und hiernach auf Kollagen beschichteten 24-well-

plates mit einer Dichte von 5 x 106 Zellen/well ausgesät. Die Zellkulturplatten wurden 

zuvor mit Kollagen (10 µg/ml) bei 37 °C für eine Stunde inkubiert. Nach jeweils 48 

Stunden fand ein Mediumwechsel statt.  

Nach einer Woche der Kultivierung wurden adhärente Zellen durch Trypsinierung 

geerntet und einerseits als EPC verwendet oder anderseits erneut mit einer Dichte von 

5 x 106 Zellen/well für die Gewinnung von OEC ausgesät.  
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Abschließend wurden nach 2-3 Wochen weiterer Kultivierung OEC-Kolonien mit 

kopfsteinpflasterartiger Morphologie ebenso trypsiniert, auf Fibronektin-beschichtete 

(10 µg/mL) 24-well-plates ausgesät, bei hoher Konfluenz 1:2 passagiert und weiter 

über mehrere Passagen expandiert.  

Die OEC- bzw. EPC-Kolonien wurden freundlicherweise im Rahmen der 

Arbeitsgruppe zur Verfügung gestellt.  

 

2.2.2.  Isolation und Expansion mesenchymaler Stammzellen (MSC) 
 
Humane mesenchymale Stammzellen wurden aus dem Knochenmark von operativ 

entfernten Knochenteilen adulter Spender, die als Überschussmaterial u.a. bei dem 

Einsatz von Totalendoprothesen in der Klinik für Orthopädie und Unfallchirurgie des 

Universitätsklinikums Schleswig-Holstein, Campus Kiel, anfielen und zur Verfügung 

gestellt wurden, kultiviert und expandiert, wie bereits in anderen Protokollen 

beschrieben (43,50). Zuvor erfolgte eine schriftliche Einwilligung der jeweiligen 

Spender zur wissenschaftlichen Nutzung des Materials. Die Isolation erfolgte in 

Übereinstimmung mit der lokalen Ethikkommission. 

Mit Hilfe einer Luer-Zange wurden die Spongiosabälkchen des Knochens zunächst in 

eine Petrischale überführt. 

Die Knochenfragmente wurden daraufhin zuerst mit tissue buffer (Medium 199 (1X) + 

GlutaMAX + 15% FBS + 1% Penicillin/Streptomycin + 1% Fungizone + 1% 

Ciprofloxacin), anschließend mit PBS, gewaschen, um die enthaltenen Zellen zu 

lösen. Durch kräftiges Schütteln wurden die anhaftenden Zellen aus den 

Knochenbestandteilen gelöst. Um eine ausreichend hohe Zellzahl zu erreichen, 

wurden zwei bis drei Waschungen mit PBS vorgenommen.   

Die Waschüberstände wurden anschließend mit einem Zellsieb von 40 µm gefiltert, 

um die Knochenfragmente zu entfernen, und darauf bei 400 x g für 10 Minuten bei 

Raumtemperatur zentrifugiert.  

Das durch die Zentrifugation entstandene Zellpellet wurde mit DMEM/Ham’s F12 (1:1) 

Medium, dem 20% FBS und 1% Penicillin/Streptomycin zugesetzt wurde, 

resuspendiert. Die Zellen wurden mit einer Dichte von 2 x 106 Zellen/cm2 in eine mit 

Kollagen beschichtete (10 µg/ml) Kulturflasche (T-175) ausgesät. Es erfolgte nach 

jeweils 48 Stunden ein Mediumwechsel. 
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Nach 7-10 Tagen wurden die ersten konfluierend gewachsenen MSC-Kolonien in 

einem 1:3 Verhältnis gesplittet, expandiert und in dem osteogenic differentiation 

medium (ODM) für 2 Wochen kultiviert, um die Differenzierung der Zellen anzuregen. 

Das ODM besteht aus DMEM/Ham’s F12 (1:1), dem 10% FBS, 1% 

Penicillin/Streptomycin, 0.1 µM Dexamethason, 10 µM beta-Glycerophosphat sowie 

50 mM Ascorbinsäure zugesetzt worden ist. Entsprechend erfolgte auch hier ein 

Wechsel des Mediums nach jeweils 48 Stunden.  

 
2.2.3.  Vorbereitung der Zell-Matrigel-Suspension zur Injektion 

 
Um den Einfluss von EPC mit myeloiden Eigenschaften auf die Angiogenese 

darzustellen, injizierten wir Experimentalgruppen der drei bereits beschriebenen 

Zelltypen. Als Trägermatrix für die jeweilige Gruppe wurde Matrigel® verwendet. Die 

Experimentalgruppen waren wie folgend unterteilt: (1) Kontrollgruppe ohne Zellen, (2) 

MSC, (3) MSC + OEC, (4) MSC + OEC + 10% EPC und (5) MSC + 10% EPC (siehe 

Tab.  2). Je Durchlauf ergaben sich so die Vermischung von bis zu drei Zelltypen, 

jeweils unterschiedlicher Spender. 

Experimentalgruppe Zellzahl 
Matrigel® 0 Mio. 
MSC 3 Mio. 
MSC + OEC 1,5 Mio. + 1,5 Mio. 
MSC + OEC + 10% EPC 1,5 Mio. + 1,5 Mio. + 0,3 Mio. 
MSC + 10% EPC 3 Mio. + 0,3 Mio.  

 
Tab.  2 - Einteilung der Experimentalgruppen 

 

Zunächst wurden für die Experimente die MSC trypsiniert. Für die alleinige Injektion 

der MSC wurden 3 x 106 MSC in einem Eppendorfer Gefäß separiert und bei 400 x g 

für 5 Minuten zentrifugiert. Schließlich wurde das Zellpellet in 400 µl Matrigel® 

resuspendiert. Ähnlich wurde bei den Gruppen aus 1,5 x 106 MSC sowie 1,5 x 106 

OEC verfahren. Bei der Co-Injektion der drei Zelltypen kamen ergänzend 0,3 x 106 

EPC hinzu. Diese Zellpellets wurden ebenfalls mit Matrigel® versetzt. Um eine 

komplette Suspension zu gewährleisten, wurde mehrfach auf- und abpipettiert.  

Die Versuche mit dem Matrigel® fanden auf Eis sowie mit zuvor bei -20 °C gekühlten 

Pipetten und Pipettenspitzen statt. Für den dritten Teilversuch des Spendersets 3 
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wurde ein phenol-rotes Matrigel® verwendet, welches nicht in die Auswertung 

eingeschlossen wurde.  

 

2.2.4. Subkutane Injektion des Matrigel-Zell-Gemisches 
 
Dieses Experiment wurde von der Ethikkommission des Ministeriums für 

Energiewende, Landwirtschaft, Umwelt und ländliche Räume Schleswig-Holstein 

genehmigt.  

3 weibliche, 5-7 Wochen alte, Fox Chase SCID beige Mäuse (CB17.Cg-PrkdcscidLystbg-

J/Crl; Charles River Laboratories, Deutschland) wurden pro Experimentalgruppe (siehe 

Tab.  2) unter keimfreien Standardbedingungen in Mikroisolationskäfigen in der 

Zentralen Tierhaltung des Universitätsklinikums Schleswig-Holstein, Campus Kiel, an 

der Christian-Albrechts-Universität zu Kiel gehalten und mit Wasser und der üblichen 

standardisierten Tiernahrung ad libitum versorgt. Die Käfige waren mit Holzstreu 

gebettet und die Tiere wurden in einem 12-Stunden-Tag- und 12-Stunden-Nacht-

Rhythmus gehalten. Nach der Anlieferung wurden die Tiere ca. eine Woche 

akklimatisiert, erst anschließend wurden die Versuche durchgeführt. Das Matrigel®-

Zell-Gemisch wurde auf Eis gekühlt, bis es mit einer 27G Kanüle sowie einer 1 ml 

Tuberkulinspritze subkutan in die Nackenfalte der Mäuse injiziert wurde. Die Kanülen 

sowie die Spritzen wurden ebenfalls bis zu Beginn des Experiments gekühlt, um ein 

Erhärten der Trägermatrix zu verhindern. Im Anschluss wurden die Mäuse alle 48 

Stunden visitiert, um Infektionen oder Reaktionen auf die Injektion zu beobachten. Es 

erfolgten insgesamt fünf Durchläufe mit unterschiedlichen Spendersets.  

 
2.2.5.  Histologie und Immunhistochemie 

 
Nach 14 Tagen wurden die Mäuse durch die Insufflation von CO2 (Kohlenstoffdioxid) 

(Flussrate 3 l/min) euthanasiert. Die Explantation der Matrigel®-Plugs erfolgte 

zusammen mit umliegendem Gewebe unter teilsterilen Bedingungen mit Hilfe einer 

Pinzette sowie eines Skalpells. Das entnommene Gewebe wurde für 24 Stunden in 

4% Paraformaldehyd fixiert. Anschließend wurde zunächst eine Entwässerung des 

Präparats in einer aufsteigenden Ethanolreihe vorgenommen, dann wiederum mittels 

Xylol von Ethanol befreit und schließlich in erwärmtes, verflüssigtes Paraffin gebettet. 
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Im Rahmen der vorliegenden Studie wurde eine immunhistochemische Färbung 

gegen humanes CD31 eingesetzt, um die Gefäße innerhalb der Implantationsareale 

identifizieren zu können. CD31 ist ein integrales Membranprotein. Es wird auf der 

Membranoberfläche von sich entwickelnden und adulten Endothelzellen exprimiert. 

Daher ist CD31 als Marker für die Angiogenese gut geeignet, da sich durch die 

Färbung Arteriolen, Venolen und Kapillaren nachweisen und quantifizieren lassen.  

Dafür wurden jeweils zwei Schnittpräparate jedes Explantats angefertigt, wovon ein 

Schnittpräparat nach den im folgenden Protokoll aufgeführten Schritten 

immunhistochemisch angefärbt wurde.  

Mithilfe einer absteigenden Ethanolreihe wurde das Explantat auf die Färbung 

vorbereitet. Nachdem das Präparat mehrmalig mit PBS, DAKO Waschbuffer, Aqua 

dest. und Proteinase K gewaschen und eine hydrophobe Barriere um das Präparat 

geschaffen wurde, erfolgte eine Inkubation mit 3% H2O2 für 30 Minuten. Hierauf wurde 

dann die Inkubation mit dem murinen Anti-CD31-Antikörper in einer 1:35 Verdünnung 

für 30 Minuten vorgenommen. Nach erneuten Waschvorgängen mit PBS und DAKO 

Waschpuffer wurde das Präparat zunächst mit einem DAKO-Diluent und anschließend 

mit einem HRP-Polymer für je 30 Minuten inkubiert. Anschließend erfolgte die 

Gegenfärbung mittels Mayer’s Hämatoxylin-Lösung. Erneut wurde das Präparat mit 

einer aufsteigenden Alkoholreihe und Xylol entwässert und danach mit Entellan 

eingedeckt. Das zweite Schnittpräparat diente als Negativkontrolle, wobei auf den 

Primärantikörper zum Zwecke der Kontrolle seiner Färbespezifität verzichtet wurde. 

Weiterhin wurde ein Schnittpräparat einer Milz jeweils als Positivkontrolle mitgeführt. 

Die histologische und immunhistochemische Färbung wurden von Dr. Mike Barbeck, 

Sektion für Regenerative Orofaziale Medizin, Klinik und Poliklinik für Mund-, Kiefer- 

und Gesichtschirurgie, Universitätsklinikum Hamburg-Eppendorf, durchgeführt. 

 
2.2.6.  Histomorphometrische Analyse 

 
Als Grundlage wurde ein Computer-basiertes System zur Histomorphometrie benutzt, 

welches sich aus einem Mikroskop (Eclipse 80i) mit angeschlossener Digitalkamera 

(Nikon DS-Fi1), einem Scanning-Tisch (ProScan III) und dessen Kontrolleinheit sowie 

einem Controller zur manuellen Steuerung des Scanning-Tisches zusammensetzt. Zur 

Digitalisierung sowie zur Analyse der Schnittpräparate wurde das Software-Paket NIS 
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Elements Advanced Research der Firma Nikon (Version 4.10.01, Build 834, LO, 

Tokyo, Japan) in Kombination mit dem oben beschriebenen Computer-basierten 

System genutzt. Zunächst wurden die histologischen Schnittpräparate, in welchen die 

Gefäße basierend auf den eingebrachten humanen Zellen (CD31-Nachweis) enthalten 

waren, zur späteren histomorphometrischen Analyse inklusive des kompletten 

Implantationsbettes sowie des dazugehörigen periimplantären Gewebes digitalisiert. 

Die Messung der Vaskularisierung an den digitalisierten Präparaten war ebenfalls mit 

der Software NIS Elements der Firma Nikon möglich. Das Programm erlaubte die 

manuelle Messung der im Folgenden näher erläuterten Parameter der Gefäßdichte 

(Gefäße/Quadratmillimeter) sowie der prozentualen Vaskularisierung (Prozentualer 

Anteil der Gefäßfläche an der Fläche des Implantationsareals) und damit den 

Vergleich der Durchblutung der Implantationsareale zwischen den Studiengruppen. 

Die Messung dieser Parameter ermöglicht die „Anmerkungen und Messungen“-

Funktion der Analysesoftware. Dabei wurde zur Bestimmung beider Parameter 

zunächst die Fläche des gesamten Implantationsbettes gemessen, die daraufhin in 

μm2 ausgegeben wurde. Dies diente im Weiteren sowohl der Berechnung der 

Gefäßdichte als auch der Berechnung der prozentualen Vaskularisierung als 

Grundlage. Danach wurden zum Zwecke der Bestimmung der Gefäßdichte die 

einzelnen Gefäße des Implantationsbettes manuell umzeichnet. Die Maßangaben 

(Anzahl und Fläche) wurden wiederum von der Software berechnet. 

Das Maß der Gefäßdichte ergab sich bei der späteren Datenanalyse schließlich aus 

dem Quotienten aus Gefäßanzahl und der Gesamtfläche des Implantationsareals 

(Gefäße/mm2), während die prozentuale Vaskularisierung aus dem Anteil aus der 

Summe der Gefäßflächen an der Gesamtfläche des jeweiligen Implantationsareals 

berechnet wurde. Auch die histomorphometrische Analyse erfolgte dankenswerter 

Weise durch Dr. Mike Barbeck, Sektion für Regenerative Orofaziale Medizin, Klinik 

und Poliklinik für Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie, Universitätsklinikum Hamburg-

Eppendorf. 

 
2.2.7.  Statistische Analyse 

 
Die Angabe der statistischen Werte erfolgte in Mittelwert ± Standardabweichung.  

Die statische Auswertung der p-Werte erfolgte über das Programm R® (Version 4.0.3, 

R Foundation for Statistical Computing, Wien, Österreich) mittels einer einfachen 
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Varianzanalyse (analysis of variance - ANOVA). Statistisch signifikant wurden hier 

Ergebnisse gewertet, deren p-Wert kleiner als 0,05 war (p<0,05). 
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3. Ergebnisse 

3.1 Darstellung des Einflusses der myeloiden Zellen auf die 
Bildung angiogener Strukturen mittels quantitativer 
Bildanalyse 

 
Um den Einfluss der myeloiden Zellen auf die Angiogenese in vivo zu untersuchen, 

wurden die in zurückliegenden Experimenten verwendeten Co-Kulturen aus MSC und 

OEC durch EPC erweitert und der Effekt der EPC als myeloide Zellen auf die Bildung 

angiogener Strukturen überprüft.  

Nach 14 Tagen wurden die injizierten Matrigel®-Zell-Gemische als plugs entnommen 

und anschließend die vaskulären Strukturen mikroskopisch nach Färbung mit CD31-

Antikörpern quantitativ ausgewertet. Es wurden insgesamt fünf Durchläufe mit 

verschiedenen Sets bei jeweils unterschiedlichen Spendern für MSC, OEC sowie EPC 

durchgeführt. Pro Spenderset wurden jeweils drei unterschiedliche Tiere pro 

Experimentalgruppe mit den Zell-Matrigel-Suspensionen behandelt. Es wurde eine 

Auswertung für die Gefäßanschnitte pro mm2 sowie den prozentualen Anteil der 

Fläche der humanen Gefäße an der gesamten Implantationsfläche vorgenommen. Der 

Teilversuch des Spendersets 3 wurde aufgrund der Verwendung eines phenol-roten 

Matrigel® nicht mit in die Auswertung einbezogen.  

Zunächst wurde die Auswertung der Gesamtheit der Spendersets vorgenommen, 

anschließend eine spender-individuelle Auswertung der einzelnen Gruppen der 

Spendersets, um eine bessere Differenzierung und Vergleichbarkeit der Spender 

untereinander zu ermöglichen. Es erscheint eine spender-individuelle Darstellung 

insofern sinnvoll, da einerseits die genutzten Zellfraktionen der MSC sowie der EPC 

sehr heterogen sind und daher je Versuchsreihe einen anderen Einfluss auf die 

Vaskularisierung entwickeln können. Andererseits auch die Spender selbst, also die 

Zellen spendenden Personen, hetero- oder auch homogenere Zellfraktionen, 

Gesundheitszustände und hiermit einhergehend ggf. tägliche Medikamenten-

einnahmen aufweisen können. Zusätzlich unterliegt auch die Angiogenese in jedem 

genutzten Tier einer gewissen Variabilität, so dass sich eine spender-individuelle bzw. 

tier-individuelle Darstellung anbietet. 
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3.1.1 Darstellung der Gesamtheit aller Spendersets 
  

 

Tab.  3 - Anzahl humaner Gefäße pro mm2 sowie Prozent der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (%) nach 14 Tagen. Darstellung in Mittelwert ± Standardabweichung. P-Werte mittels 
ANOVA bestimmt, n = 15 pro Gruppe. 

 
In der Auswertung aller fünf Spendersets konnten in der quantitativen Bildanalyse nur 

in der MSC/OEC- sowie der MSC/OEC/EPC-Gruppe humane vaskuläre Strukturen 

beobachtet werden. Bei Betrachtung aller Spender erhöhte die Zugabe von EPC zu 

der Gruppe aus MSC und OEC die Anzahl der vaskulären Strukturen gegenüber der 

Gruppe ohne EPC nicht (siehe Tab.  3 und Abb. 6A), hingegen blieb die Experimental-

gruppe aus MSC und EPC ohne Bildung von vaskulären Strukturen. Der prozentuale 

Anteil der humanen Gefäße an der Gesamtimplantationsfläche war in der Triple-

Injektionsgruppe geringfügig erhöht gegenüber der Co-Injektion aus MSC und OEC, 

aber diese Differenz zeigte sich nicht statistisch signifikant (siehe Tab.  3 und Abb. 

6B). Die Co-Applikation aus MSC und OEC bzw. die Triple-Applikation unter Zugabe 

von EPC zeigten bei jedem Spenderset histologisch den Nachweis von funktionalen, 

perfundierten vaskulären Strukturen. So waren teilweise in den Gefäßanschnitten 

Erythrozyten nachweisbar (bspw. siehe Abb. 7 MSC+OEC bzw. MSC+OEC+EPC, 

jeweils markiert mit dem schwarzen Pfeil).  

 

 Matrigel 
® MSC MSC+OEC MSC+OEC+EPC MSC+EPC p-

Wert 
humane 
Gefäße/ 

mm2 
0 0 20,97 (± 21,23) 17,04 (± 11,21) 0 0,2 

Prozent 
Fläche 

humane 
Gefäße 

(%) 

0 0 1,08 (± 0,84) 1,11 (± 0,84) 0 0,9  
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Abb. 6 - Darstellung der mikroskopischen quantitativen Bildanalyse der Gesamtheit aller Spendersets mit Anzahl 
der humanen Gefäßanschnitte pro mm2 (A) sowie des prozentualen Anteils der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (B), jeweils nach 14 Tagen.  n = 15 pro Gruppe. P-Werte mittels ANOVA bestimmt. 

 
3.1.2 Spenderindividuelle Darstellung  

3.1.2.1 Darstellung des Spendersets 1 
 
Die Auswertung des Spendersets 1 zeigte keine größere Anzahl von humanen 

Gefäßanschnitten pro mm2 unter dem Zusatz der EPC zur Co-Injektion. Ebenso war 

der prozentuale Anteil der Fläche humaner angiogener Strukturen an der gesamten 

Implantationsfläche in der Co-Injektion höher als in der Triple-Injektion. Diese 

Differenzen waren im Rahmen der Hypothese nicht statistisch signifikant (siehe Tab. 
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4 und Abb. 8).  In den histologischen Schnitten zeigten sich in den Gruppen Matrigel®, 

MSC und MSC+EPC keine Gefäßanschnitte sowie keine Färbung mit dem 

endothelialen Marker. Bei der Co-Injektion aus MSC+OEC hingegen war eine 

vermehrte Anfärbung von Zellen mit CD31-Expression zu verzeichnen. Weniger 

positive Strukturen waren in der Triple-Applikation zu erkennen (siehe Abb. 7). 

 
3.1.2.2 Darstellung des Spendersets 2 

 
Die quantitative Bildanalyse für Spenderset 2 offenbarte ebenfalls keine Steigerung 

der Anzahl humaner angiogener Strukturen in der Triple-Injektion, zusätzlich zeigte 

sich eine Differenz in dem prozentualen Anteil der Fläche humaner Gefäße an der 

Gesamtimplantationsfläche zur Co-Injektion. Dies entsprach keiner statistischen 

Signifikanz (siehe Tab. 5 und Abb. 10). Auch die histologischen Schnitte zeigten eine 

stärkere Färbung mit dem endothelialen Marker CD31 in der Co-Applikation 

gegenüber der Triple-Applikation. In den übrigen Experimentalgruppen konnte keine 

Expression von CD31 dargestellt werden (siehe Abb. 9).  
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Abb. 7 - Immunhistochemische Färbung der Experimentalgruppen (Matrigel, MSC, MSC+OEC, MSC+OEC+EPC, 
MSC+EPC) des Spendersets 1 nach 14 Tagen. Angiogene Strukturen konnten histologisch mittels eines 
Lichtmikroskops nachgewiesen werden. Zusätzlich wurden die Co- und Triple-Applikationen mit dem endothelialen 
Marker CD31 gefärbt und analysiert, hier in rot dargestellt. Beispielhaft kennzeichnen die schwarzen Pfeile (!) hier 
perfundierte Gefäßanschnitte. Skala: 100 µm  

MATRIGEL MSC 

MSC+OEC MSC+OEC+EPC 

MSC+EPC 
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Abb. 8 - Darstellung der mikroskopischen quantitativen Bildanalyse des ersten Spendersets mit Anzahl der 
humanen Gefäßanschnitte pro mm2 (A) sowie des prozentualen Anteils der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (B), jeweils nach 14 Tagen.  n = 3 pro Gruppe. P-Werte mittels ANOVA bestimmt. 
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 Matrigel® MSC MSC+OEC MSC+OEC+EPC MSC+EPC p-

Wert 
humane 
Gefäße/ 

mm2 
0 0 40,93 (± 29,36) 25,85 (± 7,28) 0 0,6 

Prozent 
Fläche 

humane 
Gefäße 

(%) 

0 0 1,45 (± 0,83) 1,12 (± 0,49) 0 0,9  

Tab. 4 - Anzahl humaner Gefäße pro mm2 sowie Prozent der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (%) nach 14 Tagen für Spenderset 1. Darstellung in Mittelwert ± Standardabweichung. 
P-Werte mittels ANOVA bestimmt, n = 3 pro Gruppe. 
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Abb. 9 - Immunhistochemische Färbung der Experimentalgruppen (Matrigel, MSC, MSC+OEC, MSC+OEC+EPC, 
MSC+EPC) des Spendersets 2 nach 14 Tagen. Angiogene Strukturen konnten histologisch mittels eines 
Lichtmikroskops nachgewiesen werden. Zusätzlich wurden die Co- und Triple-Applikationen mit dem endothelialen 
Marker CD31 gefärbt und analysiert, hier in rot dargestellt. Beispielhaft kennzeichnen die schwarzen Pfeile (⇧) hier 
perfundierte Gefäßanschnitte. Skala: 100 µm 

MATRIGEL MSC 

MSC+OEC MSC+OEC+EPC 

MSC+EPC 
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Abb. 10 - Darstellung der mikroskopischen quantitativen Bildanalyse des zweiten Spendersets mit Anzahl der 
humanen Gefäßanschnitte pro mm2 (A) sowie des prozentualen Anteils der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (B), jeweils nach 14 Tagen.  n = 3 pro Gruppe. P-Werte mittels ANOVA bestimmt. 

 Matrigel® MSC MSC+OEC MSC+OEC+EPC MSC+EPC p-
Wert 

humane 
Gefäße/ 

mm2 
0 0 30,70 (± 24,23) 9,75 (± 4,38) 0 0,1 

Prozent 
Fläche 

humane 
Gefäße 

(%) 

0 0 1,40 (± 0,98) 0,36 (± 0,01) 0 0,3  

Tab. 5 - Anzahl humaner Gefäße pro mm2 sowie Prozent der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (%) nach 14 Tagen für Spenderset 2. Darstellung in Mittelwert ± Standardabweichung. 
P-Werte mittels ANOVA bestimmt, n = 3 pro Gruppe. 
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3.1.2.3 Darstellung des Spendersets 4  
 
Das vierte Spenderset zeigte eine größere Anzahl humaner Gefäßanschnitte pro mm2 

in der Triple-Injektion im Vergleich zur Co-Injektion. Sie unterschieden sich allerdings 

nicht statistisch signifikant. Bei dem prozentualen Anteil der Fläche humaner Gefäße 

an der Gesamtimplantationsfläche ließen sich ebenfalls keine signifikanten 

Unterschiede darstellen (siehe Tab. 6 und Abb. 12). In der immunhistochemischen 

Färbung der Präparate konnte keine stärkere Expression von CD31 in der Triple-

Applikation gegenüber der Co-Applikation gezeigt werden (siehe Abb. 11).  

 

3.1.2.4 Darstellung des Spendersets 5 
 
Die Anzahl humaner Gefäßanschnitte pro mm2 sowie der prozentuale Anteil der Fläche 

humaner Gefäße an der Gesamtimplantationsfläche zeigten sich bei dem fünften 

Spenderset in der Triple-Injektion gegenüber der Co-Injektion gesteigert. Sie wiesen 

jedoch keine signifikanten Unterschiede auf (siehe Tab. 7 und Abb. 14). Die Färbung 

mit dem endothelialen Marker CD31 fiel hierzu passend in der Triple-Applikation 

stärker aus (siehe Abb. 13). 

 

3.1.2.5 Darstellung des Spendersets 6 
 
In der Auswertung des sechsten Spendersets zeigten sich ebenfalls Unterschiede in 

der Anzahl an humanen Gefäßanschnitten pro mm2 zugunsten der Triple-Applikation. 

Diese wiesen jedoch keine statistische Signifikanz auf. Auch der prozentuale Anteil 

der Fläche der humanen Gefäße an der Gesamtimplantationsfläche war erhöht bei der 

Triple-Injektion gegenüber der Co-Injektion. Hier zeigte sich ein signifikanter 

Zusammenhang (siehe Tab. 8 und Abb. 16). Außerdem war eine vermehrte Ex-

pression von CD31 in der Triple-Applikation gegenüber der Co-Applikation zu sehen 

(siehe Abb. 15).  
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Abb. 11 - Immunhistochemische Färbung der Experimentalgruppen (Matrigel, MSC, MSC+OEC, MSC+OEC+EPC, 
MSC+EPC) des Spendersets 4 nach 14 Tagen. Angiogene Strukturen konnten histologisch mittels eines 
Lichtmikroskops nachgewiesen werden. Zusätzlich wurden die Co- und Triple-Applikationen mit dem endothelialen 
Marker CD31 gefärbt und analysiert, hier in rot dargestellt. Beispielhaft kennzeichnen die schwarzen Pfeile (⇧) hier 
perfundierte Gefäßanschnitte. Skala: 100 µm 

MATRIGEL MSC 

MSC+OEC MSC+OEC+EPC 

MSC+EPC 
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Abb. 12 - Darstellung der mikroskopischen quantitativen Bildanalyse des vierten Spendersets mit Anzahl der 
humanen Gefäßanschnitte pro mm2 (A) sowie des prozentualen Anteils der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (B), jeweils nach 14 Tagen.  n = 3 pro Gruppe. P-Werte mittels ANOVA bestimmt. 

 

 Matrigel
® MSC MSC+OEC MSC+OEC+EPC MSC+EPC p-

Wert 
humane 
Gefäße/ 

mm2 
0 0 24,06 (± 3,85) 29,30 (± 14,10) 0 0,8 

Prozent 
Fläche 

humane 
Gefäße 

(%) 

0 0 0,93 (± 0,56) 0,41 (± 0,20) 0 0,5  

Tab. 6 - Anzahl humaner Gefäße pro mm2 sowie Prozent der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (%) nach 14 Tagen für Spenderset 4. Darstellung in Mittelwert ± Standardabweichung. 
P-Werte mittels ANOVA bestimmt, n = 3 pro Gruppe. 
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Abb. 13 - Immunhistochemische Färbung der Experimentalgruppen (Matrigel, MSC, MSC+OEC, MSC+OEC+EPC, 
MSC+EPC) des Spendersets 5 nach 14 Tagen. Angiogene Strukturen konnten histologisch mittels eines 
Lichtmikroskops nachgewiesen werden. Zusätzlich wurden die Co- und Triple-Applikationen mit dem endothelialen 
Marker CD31 gefärbt und analysiert, hier in rot dargestellt. Beispielhaft kennzeichnen die schwarzen Pfeile (⇧) hier 
perfundierte Gefäßanschnitte. Skala: 100 µm 

MATRIGEL MSC 

MSC+OEC MSC+OEC+EPC 

MSC+EPC 



Ergebnisse 

 40 

 
Abb. 14 - Darstellung der mikroskopischen quantitativen Bildanalyse des fünften Spendersets mit Anzahl der 
humanen Gefäßanschnitte pro mm2 (A) sowie des prozentualen Anteils der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (B), jeweils nach 14 Tagen.  n = 3 pro Gruppe. P-Werte mittels ANOVA bestimmt. 

 Matrigel
® MSC MSC+OEC MSC+OEC+EPC MSC+EPC p-

Wert 
humane 
Gefäße/ 

mm2 
0 0 2,61 (± 1,03) 6,67 (± 1,22) 0 0,6 

Prozent 
Fläche 

humane 
Gefäße 

(%) 

0 0 0,16 (± 0,03) 1,93 (± 0,88) 0 0,1  

Tab. 7 - Anzahl humaner Gefäße pro mm2 sowie Prozent der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (%) nach 14 Tagen für Spenderset 5. Darstellung in Mittelwert ± Standardabweichung. 
P-Werte mittels ANOVA bestimmt, n = 3 pro Gruppe. 
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Abb. 15 - Immunhistochemische Färbung der Experimentalgruppen (Matrigel, MSC, MSC+OEC, MSC+OEC+EPC, 
MSC+EPC) des Spendersets 6 nach 14 Tagen. Angiogene Strukturen konnten histologisch mittels eines 
Lichtmikroskops nachgewiesen werden. Zusätzlich wurden die Co- und Triple-Applikationen mit dem endothelialen 
Marker CD31 gefärbt und analysiert, hier in rot dargestellt. Beispielhaft kennzeichnen die schwarzen Pfeile (⇧) hier 
perfundierte Gefäßanschnitte. Skala: 100 µm 

MATRIGEL MSC 

MSC+OEC MSC+OEC+EPC 

MSC+EPC 
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Abb. 16 - Darstellung der mikroskopischen quantitativen Bildanalyse des sechsten Spendersets mit Anzahl der 
humanen Gefäßanschnitte pro mm2 (A) sowie des prozentualen Anteils der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (B), jeweils nach 14 Tagen.  n = 3 pro Gruppe. P-Werte mittels ANOVA bestimmt.  

 Matrigel MSC MSC+OEC MSC+OEC+EPC MSC+EPC p-
Wert 

humane 
Gefäße/ 

mm2 
0 0 4,04 (± 1,40) 13,63 (± 2,84) 0 0,9 

Prozent 
Fläche 

humane 
Gefäße 

(%) 

0 0 1,45 (± 1,08) 1,74 (± 0,83) 0 0,05  

Tab. 8 - Anzahl humaner Gefäße pro mm2 sowie Prozent der Fläche humaner Gefäße an der 
Gesamtimplantationsfläche (%) nach 14 Tagen für Spenderset 6. Darstellung in Mittelwert ± Standardabweichung. 
P-Werte mittels ANOVA bestimmt, n = 3 pro Gruppe. 
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4. Diskussion 

4.1. Einfluss der myeloiden Zellen auf die Bildung angiogener 
Strukturen an der Gesamtheit aller Spender 

 
In dieser Arbeit sollte der Einfluss von EPC mit myeloiden Eigenschaften auf die 

Vaskularisierung mit Hilfe einer Applikation aus OEC, MSC und EPC in vivo untersucht 

werden. Hierbei sollte die Interaktion innerhalb der Zellgemische sowie deren Einfluss 

auf die Angiogenese nach subkutaner Implantation mit einem Hydrogel in einem Maus-

Modell beobachtet werden. Die Auswertung erfolgte anhand histologischer Schnitte 

sowie immunhistochemischer Färbung. 

Die Mittelwerte der Gesamtheit aller Spendersets dieser in vivo Studie legen keinen 

verstärkenden Einfluss der EPC auf die Angiogenese in der Triple-Injektion mit MSC, 

OEC und EPC gegenüber der Co-Injektion aus MSC und OEC zum 

Untersuchungszeitpunkt nach 14 Tagen nahe.  

In der gemittelten histomorphometrischen Bildanalyse aller Spendersets zeigte sich 

kein statistisch signifikanter Zusammenhang zwischen der Zugabe von EPC zu der 

Co-Injektion aus MSC und OEC und der Anzahl humaner Gefäßanschnitte pro mm2 

sowie dem prozentualen Anteil der Fläche humaner Gefäße an der 

Gesamtimplantationsfläche nach 14 Tagen.  

Bei der Co-Injektion aus MSC und EPC zeigte sich bei keinem der Spendersets eine 

Bildung humaner vaskulärer Strukturen, gleiches gilt für die Mono-Injektion aus MSC 

sowie die Kontrollgruppe mit Matrigel. Eine fehlende Bildung humaner vaskulärer 

Strukturen in der Co-Applikation aus MSC und EPC sowie Monoapplikation der MSC 

decken sich mit den in vitro Erkenntnissen von Shi et al. (43). Allerdings hatte in diesem 

in vitro Triple-Kultur-Modell aus MSC, OEC und EPC eine signifikante Verbesserung 

der Bildung prävaskularer Strukturen gegenüber der Co-Kultur aus MSC und OEC 

imponiert. Diese Verbesserung war in dieser Studie so nicht in vivo nachzuweisen.  

Generell sind in der Literatur in in vivo Co-Injektions-Modellen im Vergleich zu unserem 

Triple-Injektions-Modell eher positive Einflüsse auf die Angiogenese gezeigt worden. 

Beispielhaft dient die Studie von Pedersen et al. Hier erfolgte zunächst eine in vitro 

Co-Kultivierung von MSC und Endothelzellen aus humanem Umbilikalvenenblut 

(HUVEC) auf einem poly-Scaffold, so dass initial angiogene Strukturen induziert 

wurden, um anschließend eine intramuskuläre in vivo Implantation dieses Scaffolds 

zur Verbesserung der Vaskularisierung durchzuführen (108). Im Vergleich zur 
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Kontrollgruppe wurde nach 3 Wochen eine höhere Dichte vaskulärer Gefäße in der 

Co-Injektion mit dem Scaffold gesehen. Eine der physiologischen Ursachen scheint 

hierbei eine verbesserte VEGF-Produktion der MSC unter Co-Applikation mit 

Endothelzellen zu sein.  

Ma et al. (109) hatten ebenfalls die Bildung von humanen perfundierten, CD31-

positiven vaskulären Strukturen in vivo in einem Versuchsaufbau mit initialer in vitro 

Co-Kultivierung von MSC und HUVEC und anschließender subkutaner Injektion 

mittels eines Hydrogels (Kollagengel) beschrieben. In den beiden beschriebenen Co-

Injektionen wurden die HUVEC nach einiger Expansionszeit genutzt, so dass diese 

am ehesten späte endotheliale Progenitorzellen (late EPC (L-EPC), also OEC) 

darstellten.  

Auch in Co-Applikations-Modellen unter Nutzung eines Scaffolds mit Aussaat von 

MSC und EPC in vivo konnten gegenüber der Mono-Applikation aus MSC oder EPC 

Verbesserungen der vaskulären Strukturen und damit auch der Knochenregeneration 

gezeigt werden (110,111). 

Ein in vivo Modell von Eman et al. mit Triple- sowie Co-Applikationen aus MSC, OEC 

(L-EPC) und EPC (E-EPC (early-EPC)), welche jeweils aus Ziegenknochenmark bzw. 

peripherem Blut isoliert wurden, hatten nach subkutaner Implantation eine größere 

Anzahl Erythrozyten-perfundierter vaskulärer Strukturen sowie eine höhere 

Lumendichte in der Co-Injektion aus MSC und EPC gegenüber der Triple-Injektion und 

der Co-Injektion aus OEC und MSC gezeigt (112). Bei vergleichbaren 

Experimentalgruppen unterschieden sich zu unserem Versuchsaufbau die genutzten 

Zellzahlen bzw. Verhältnisse untereinander.  Bei Eman et al. erfolgte in der Triple-

Applikation eine Nutzung von jeweils 50% der Zellzahlen von OEC und EPC im 

Verhältnis zu den MSC. In der Co-Applikation aus MSC und EPC wurde ein Verhältnis 

von 1:1 gewählt. In unserem Versuchsaufbau erfolgte bei einem Verhältnis der MSC 

und OEC von 1:1 lediglich eine Zugabe der EPC von 10% der Gesamtzellzahl zur Co-

Injektion; auch die genutzten Zellzahlen insgesamt waren in unserem Versuchsaufbau 

um das 10-fache höher. Zudem waren in beiden Versuchsaufbauten, unserem sowie 

bei Eman et al., die primäre Isolation der EPC sowie die Kriterien der Auswertung 

divergierend, jedoch nicht der zeitliche Ablauf der Explantation und damit nicht die 

Rahmenbedingungen der histologischen Analyse (14 Tage).  

Auch wenn die größte Anzahl vaskulärer Strukturen in der Co-Applikation aus MSC 

und EPC gesehen wurde, konnten Eman et al. zeigen, dass die EPC (E-EPC) zu 
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einem frühen Zeitpunkt die Vaskularisierung induzieren, hingegen die OEC (L-EPC) 

eher zu einem späteren Zeitpunkt.  

Diese Erkenntnis deckt sich mit den Daten aus der in vitro Triple-Kultur unserer 

Arbeitsgruppe von Shi et al., bei der ebenfalls Hinweise dafür gefunden wurden, dass 

die EPC die Vaskularisierung zu einem früheren Zeitpunkt bedingen. Außerdem kann 

dies mit unseren spender-individuellen Daten assoziiert werden, da hier ebenfalls der 

Beitrag der EPC in einem früheren Stadium der Vaskularisierung und auch bei 

Spendersets mit insgesamt geringerer Vaskularisierung manifest zu werden scheint.  

 
4.2. Spendervariabilität 

 
In der spenderindividuellen Darstellung der vorliegenden Studie zeigte sich bei den 

Spendersets 4, 5 und 6 eine größere Anzahl der Gefäßanschnitte pro mm2 in der 

Triple-Injektion bei relativ geringer Anzahl der Gefäßanschnitte im Vergleich zu den 

Spendersets 1 und 2, welche sich allerdings nicht statistisch signifikant darstellten 

(siehe Tab. 6, Tab. 7 und Tab. 8).  

Diese Spendervariabilität lässt sich auf verschiedene Faktoren zurückführen: 

In jedem Teilversuch sind die MSC, OEC und EPC jeweils von drei unterschiedlichen 

Spendern isoliert worden. Diese Spender wiesen Unterschiede in Alter, Geschlecht 

und Gesundheitszustand auf. Dies kann einen Einfluss auf die spenderindividuellen 

Ergebnisse haben, da sich die Zellen individuell im Hinblick auf ihre zeitliche Dynamik 

und ihr Verhalten im Versuchsaufbau unterscheiden. 

So konnten Hill et al. zeigen, dass bei Patienten mit kardiovaskulären Risikofaktoren 

wie Diabetes mellitus, arterieller Hypertonie oder Hypercholesterinämie im Vergleich 

zu gesunden Patienten weniger EPC im peripheren Blut zirkulieren (113). Hingegen 

wirkt sich eine medikamentöse Therapie der erhöhten Cholesterinspiegel mit HMG-

CoA-Reduktase-Hemmern positiv auf die Anzahl der zirkulierenden EPC aus (114).  

Dies sind nur zwei Beispiele dazu, wie der individuelle Gesundheitszustand und die 

tägliche Medikation der Spender auf die Anzahl der zirkulierenden EPC und damit 

vermutlich auch auf die Funktionalität durch die unterschiedliche Zusammensetzung 

der Zellpopulation und somit auch auf die Ergebnisse einwirken können.  

Zudem sind nicht nur die jeweiligen individuellen Unterschiede zwischen den 

Spendern zu beleuchten, sondern auch die Heterogenität der jeweils verwendeten 

Zellpopulationen.  
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Die mesenchymalen Stammzellen und die endothelialen Progenitorzellen sind keine 

homogenen Zellfraktionen. Wie bereits eingangs beleuchtet, sind die EPC eine sehr 

heterogene Zellpopulation. Eine Expression von myeloiden Markern wie CD11b, 

CD206 sowie CD68 finden sich ebenso wie eine Expression endothelialer Marker wie 

CD31 und vWF. Eine Charakterisierung der EPC ist mittels der exprimierten 

endothelialen und myeloiden Marker möglich, allerdings ist diese nicht ganz einheitlich 

definiert (36,43,64) und somit eine Differenzierung erschwert.   

In einer Vorarbeit hatten Shi et al. eine Zusammensetzung der EPC über die jeweilig 

exprimierten Marker mittels Durchflusszytometrie dargestellt. Hierbei konnte anhand 

durchflusszytometrischer Parameter wie forward scatter und side scatter eine 

Einteilung in große und kleine Zellen erfolgen, bei denen vor allem die großen Zellen 

mit myeloiden Marker wie CD11b, CD68 und CD206 charakterisiert waren, so dass 

diese klar als M2-Makrophagen zu werten waren (43).  

Die mesenchymalen Stammzellen hingegen sind Vorläuferzellen, die die Fähigkeit der 

Differenzierung in adipogene, chondrogene und osteoblastäre Zelllinien besitzen. Ein 

Fehlen von MSC-spezifischen Oberflächen-Markern macht es jedoch schwer, eine 

möglichst homogene Zellfraktion zu isolieren, so dass die isolierten Zellen individuell 

unterschiedliche Zusammensetzungen beinhalten können. Diese Unterschiede 

können somit die Eigenschaften der Gesamtpopulation beeinflussen (115). 

Die Heterogenität der beiden Zelltypen wirkt sich somit durch die unterschiedlichen 

biologischen Eigenschaften, Expressionsmuster und damit parakrinen Signalwege auf 

die Angiogenese und damit auch auf die Variabilität der Ergebnisse zwischen den 

unterschiedlichen Spendern aus. 

Einen weiteren Anteil zu der Spendervariabilität tragen die im Modell genutzten Tiere 

bei. Die Verteilung der zirkulierenden Stammzellen als auch eine hiermit verbundene 

Initiierung der Angiogenese ist trotz der genetischen Züchtung der Mäuse 

unterschiedlich. Auch die jeweilige subkutane Injektion des Zell-Matrigel-Gemisches 

in die Nackenfalte der Mäuse kann hinsichtlich der Platzierung des Injektats und so 

auch unterschiedlicher vaskulärer Einsprossungsprozesse variieren. 

 

Zusammenfassend zeigte sich bei den Spendersets 4, 5 und 6 die Anzahl der 

Gefäßanschnitte in der Triple-Applikation aus MSC, OEC und EPC am höchsten und 

daher liegt die Vermutung nahe, dass die EPC hier einen stärkeren Beitrag zur 
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Angiogenese leisteten als bei den Spendersets 1 sowie 2. Vor diesem Hintergrund 

sollte der Beitrag der EPC zur Angiogenese genauer beleuchtet werden.   

 
4.3. Rolle der EPC als myeloide Zellen 

 
Die EPC wirken in der Angiogenese mehrheitlich als akzessorische Zellen bzw. 

Helferzellen; sie sind vor allem durch die Sekretion pro-angiogener Faktoren relevant 

und letztlich kann nur durch die Beteiligung von adulten Endothelzellen (hier: OEC) 

überhaupt eine relevante Bildung vaskulärer Strukturen bedingt werden.  

Die Wirkung der EPC als akzessorische Zelle lässt sich möglicherweise durch das 

Verhalten als pro-angiogener Makrophage bzw. myeloide Zelle erklären.  

Pro-angiogene Makrophagen, also M2-Makrophagen, spielen vor allem bei der 

Initiierung der Angiogenese durch die Sekretion pro-angiogener Faktoren (siehe 1.6) 

eine große Rolle. 

Gerade die Transdifferenzierung von M1- zu M2-Makrophagen ist durch deren 

unterschiedliche Eigenschaften essenziell für die Gefäßbildung.  

Diese Transdifferenzierung war in Co-Kulturen aus MSC und Makrophagen verstärkt 

durch den Einfluss der MSC nachzuweisen (116). Zudem konnten He et al. eine 

mögliche Transdifferenzierung der Makrophagen auch in einer Co-Kultur mit adulten 

endothelialen Zellen mittels der Produktion von CSF-1 bzw. MCSF (Colony-stimulating 

factor 1 bzw. Macrophage colony-stimulating factor) nachweisen (117). Auch Shi et al. 

legten eine höhere Stabilität des M2-Phänotypen bei einer Präsenz von adulten 

endothelialen Zellen auf bioartifiziellen Geweben nahe (81).  

Darüber hinaus zeigten sich M2-Makrophagen bei der Vaskularisierung vor allem 

assoziiert mit endothelial tip cells, welche sich am distalen Ende der entstehenden 

Gefäße befinden. Diese unterstützen gerichtetes Wachstum und waren vor allem 

hilfreich bei der Anastomosierung von zwei entstehenden vaskulären Strukturen, was 

letztlich die vaskuläre Komplexität steigerte (118). Zumindest in Teilen wird diese 

Fusion durch VEGF-C und den NOTCH-Signalweg vermittelt (119).  

Als weiteres Beispiel, wie Makrophagen zur Angiogenese beitragen können, ist die 

von Willenborg et al. nachgewiesene gesteigerte VEGF-Expression in Anwesenheit 

von Makrophagen zu Beginn der Heilungsphase dermaler Wunden anzuführen (91).  

Zudem wird die frühe Phase der Gefäßbildung auch durch MMP-9 geprägt, welches 

spezifisch von Makrophagen (CD11b+ Zellen) sezerniert wird (120). Auch wird durch 
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MMP-9 eine Proliferation der MSC und eine damit einhergehende gesteigerte 

Produktion von VEGF impliziert (121).  

 

Insgesamt lässt sich feststellen, dass M2-Makrophagen essenziell für die frühe Phase 

nach der Induktion der Angiogenese sind. Dies deckt sich wiederum mit der Annahme 

der in vitro Ergebnisse, dass die EPC mit ihren myeloiden Eigenschaften am 

effektivsten die Induktion der Gefäßbildung zu einem frühen Zeitpunkt bedingen (43). 

Umgekehrt scheint dann zu einem späteren Zeitpunkt, also bei fortgeschrittener 

Vaskularisierung, der Effekt der EPC auf die Gefäßbildung durch die fehlenden, 

soeben angesprochenen Induktionen von z.B. MMP und VEGF nicht mehr maßgeblich 

zu sein.  

Vor allem der Einfluss des VEGF auf die frühe Phase der Angiogenese konnte durch 

die Nutzung der bioaktiven Substanz Fucoidan in einem in vitro Co-Kultur-Modell mit 

MSC, welche im Rahmen dieser Arbeit isoliert wurden, gezeigt werden. Das Fucoidan 

hemmte die Bildung vaskulärer Strukturen durch Bindung des frei verfügbaren VEGF 

(78).   

 

Zum Teil sind diese Schlussfolgerungen auf unsere Ergebnisse übertragbar, denn die 

Spendersets 4, 5 und 6 zeigten mehr Gefäßanschnitte in der Triple-Applikation 

gegenüber der Co-Applikation bei im Verhältnis zu den Spendersets 1 und 2 geringerer 

Gesamtgefäßanschnitte. In unserem Versuchsaufbau war allerdings lediglich eine 

Auswertung nach 14 Tagen möglich, so dass eine Begutachtung des Studiendesigns 

zur Erklärung der Ergebnisse unabdingbar erscheint.    

 
4.4.  Limitation des Studiendesigns  

 
Die Auswertung nach 14 Tagen, die mittels histologischer Schnitte, 

immunhistochemischer Färbung mit einem murinen CD31-Antikörper sowie 

histomorphometrischer Bildanalyse erfolgte, ähnelt der Methodik anderer Studien 

(32,50,122,123). 14 Tage hatten sich sowohl für derartige Studien in vitro als auch in 

vivo als günstiger Zeitrahmen für die Gesamtbewertung der Angiogenese dargestellt. 

Wie bereits dargelegt, konnte aber in Studien gezeigt werden, dass der Beitrag der 

EPC eher zu einem früheren Zeitpunkt manifest wird und somit eine Beurteilung nach 

wenigen Tagen (max. 7 Tage) sinnvoller erscheint.  
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Gegenüber dynamischeren Modellen, die die Möglichkeit einer Auswertung zu 

mehreren Zeitpunkten gewähren, zeigte unser Modell mit der einfachen Auswertung 

nach 14 Tagen ein recht statisches Regime. So wäre eine zusätzliche Darstellung vor 

allem zu einem früheren, ggf. aber auch späteren Zeitpunkt und die damit verbundene 

zeitliche Evaluierung der Ergebnisse ein möglicher Ansatz für weitere 

Untersuchungen. Nichtsdestotrotz ist ein in vivo Modell mit mehreren 

Beobachtungszeiträumen aufgrund eines vermehrten Bedarfs an Tieren sowie einer 

deutlichen Zunahme der Zellzahlen, welche generiert werden müssten, mit 

Schwierigkeiten verbunden.  

 

Die Färbung der Präparate erfolgte zur Auswertung mittels eines murinen CD31-

Antikörpers. CD31 wird auf der Oberfläche sich entwickelnder oder adulter 

Endothelzellen exprimiert. Darüber hinaus wird CD31 aber teilweise auch von 

myeloiden Zellen, vor allem Makrophagen, exprimiert. Bildmorphologisch stellt sich 

eine Abgrenzung zwischen humanen EPC und murinen sowie humanen Makrophagen 

als schwierig dar. Gerade im Hinblick auf die Frage der Beteiligung myeloider Zellen 

an der Angiogenese wäre eine weitere Färbung mit einem myeloiden Marker sinnvoll. 

Eine Koexpression beider Marker könnte die Verbindung der myeloiden und 

endothelialen Charakteristiken innerhalb der Gruppe der EPC weiter hervorheben 

(124). Aus diesem Grund werden in der Arbeitsgruppe weitere Färbungen der 

vorliegenden histologischen Präparate dieser Studie mittels Makrophagen-Markern, 

CD163 und Tartrate-Resistant Acid Phosphatase (TRAP), durchgeführt, um eine 

bessere Aussage treffen zu können. In ersten Ergebnissen zeigten sich bei den TRAP-

Färbungen, welcher zur Darstellung von Osteoklasten genutzt werden kann und auch 

myeloide Zellen gut abbildet, insbesondere eine Allokation der myeloiden Zellen mit 

den humanen Gefäßen (siehe Abb. 17).  
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Abb. 17 - Beispiel einer immunhistochemischen Färbung mit TRAP der Experimentalgruppe MSC+OEC+EPC des 
Spendersets 2 nach 14 Tagen. Angiogene Strukturen konnten histologisch mittels eines Lichtmikroskops 
nachgewiesen werden. Färbung mit dem myeloiden Marker TRAP, hier in rot dargestellt. Beispielhaft kennzeichnet 
der schwarze Pfeil (⇧) Gefäßanschnitte. Skala: 100 µm; aus der Arbeitsgruppe erhalten. 

 
Auch die Methode der histomorphometrischen Analyse nach immunhistochemischer 

Färbung entspricht ähnlichen Studien (32,123,125). Doch ist die wichtige Darstellung 

der 3D-Architektur sowie der Blutgefäßperfusion in 2D (zweidimensional)-

histologischen Schnitten schwer in seiner Komplexität und Quantität zu erreichen.  

Um eine 3D-Darstellung zu ermöglichen, wurde in Studien zum einen die Möglichkeit 

einer Darstellung des Blutflusses und damit der Gefäßarchitektur mit Hilfe einer 

sonographischen Doppler-Bildgebung untersucht (126), zum anderen wurden weitere 

Techniken wie „IVIS“ (in vivo fluorescent imaging) und Intravitalmikroskopie 

durchgeführt, um eine 3D-Darstellung der Angiogenese zu erreichen (127).  

Zusätzlich zu diesen Techniken zeigten weitere Studien die Möglichkeit einer 

intravaskulären Injektion eines Konstrastmittel-haltigen Gels, welches aushärtet und 

anschließend mit Hilfe eines µCT eine quantitative Analyse der vaskulären Architektur 

ermöglicht (128,129). 

Auch in diesem Zusammenhang soll innerhalb der Arbeitsgruppe eine weitere 

Versuchsreihe zur besseren Darstellung der in vivo Gefäßarchitektur in 3D mittels 

Kontrastmittel und µCT verfolgt werden.  
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4.5 Fazit  
 
Anhand der beschriebenen Faktoren lassen sich die Ergebnisse erklären, vor allem 

mit Blick auf die Spendervariabilität. Letztlich ist aufgrund der großen Variabilität der 

Donoren sowie der Heterogenität ihrer gespendeten Zellfraktionen eine Aussagekraft 

mit Blick auf die Gesamtheit aller Spender in der Frage des Einflusses der EPC auf 

die Angiogenese in der Triple-Injektion in vivo, auch aufgrund der Querschnittsanalyse 

nach 14 Tagen mit einfacher 2D-histologischer Aufbereitung und histomorpho-

metrischer Analyse, erschwert.  

 
Zusammenfassend lässt sich allerdings auf der Basis dieser Versuchsreihe und ihren 

Ergebnissen auch im Kontext anderer Studien sagen, dass bei einer hohen 

Vaskularisierungsrate bzw. einem späteren Zeitpunkt der Vaskularisierung kein bzw. 

nur ein geringer Beitrag der EPC zur Gefäßbildung vorhanden ist. Es zeigt sich jedoch 

bei Spendersets mit wenig Vaskularisierung und zu einem eher früheren Zeitpunkt der 

Angiogenese ein tendenziell positiver Einfluss der EPC auf die Angiogenese. Um eine 

weitreichendere Beurteilung möglich zu machen, sollten weitere in vivo 

Versuchsreihen mit Co- und Triple-Applikation in einem dynamischeren Modell im 

Sinne einer longitudinalen Auswertung erfolgen.  
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5. Zusammenfassung 
 
Das Ziel der Arbeit ist es, einen Beitrag zur weiteren Optimierung von Strategien zur 

Vaskularisierung bei Knochendefekten und den damit verbundenen verbesserten 

therapeutischen Optionen zu leisten. Das Hauptaugenmerk liegt auf der Verwendung 

von EPC sowie OEC, isoliert aus dem peripheren Blut, und deren in vivo Co-

Applikation mit MSC aus dem Knochenmark.  

In neueren Studien wurde einerseits gezeigt, dass die Nutzung einer Co-Kultivierung 

von MSC, OEC und EPC in vitro einen pro-angiogenen Beitrag zur Gefäßbildung hat. 

Andererseits konnte auch der positive Einfluss von myeloiden Zellen auf die 

Angiogenese dargestellt werden. Des Weiteren wurde das Verhalten der EPC 

während der Vaskularisierung zum Teil als makrophagenähnlich beschrieben. 

Daher wurde in dieser Studie der Einfluss von EPC als Quelle myeloider Zellen und 

ihr Verhalten auf die Vaskularisierung in vivo dargestellt. Hierfür wurden Triple- und 

Co-Applikationen mit der Trägermatrix Matrigel® in die Nackenfalte der Maus injiziert. 

Die Auswertung erfolgte nach 14 Tagen mittels immunhistochemischer Färbung gegen 

CD31 und histomorphometrischer Analyse. 

In der Gesamtheit der Studie ließ sich statistisch keine Verbesserung der 

Gefäßbildung durch den Zusatz der EPC zur Co-Applikation aus MSC und OEC 

zeigen. In der nach Spendersets aufgeschlüsselten Auswertung war eine deutliche 

Varianz innerhalb der unterschiedlichen Spendersets in Bezug auf die Quantität der 

Gefäßanschnitte pro mm2 zu erkennen. Diese lässt sich unter anderem auf die 

Heterogenität der EPC- und MSC-Populationen, die Heterogenität der Spender an sich 

sowie die unterschiedliche Wirkweise der jeweiligen Zelltypen zurückführen.  

Abschließend lässt sich aufgrund der Spendervariabilität keine allgemeingültige 

Aussage zum positiven oder negativen Effekt von EPC auf die Gefäßbildung in Triple-

Applikationen ableiten.  

Die weitere Beobachtung des Verhaltens der EPC und damit der Einfluss auf die 

Angiogenese sind momentan Gegenstand weiterer Experimente der Arbeitsgruppe.  
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