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1. Einleitung/Zielsetzung 

 

Das übergeordnete Ziel in der regenerativen Medizin ist stets, die vollständige 

Funktionalität und Morphologie zuvor beeinträchtigter Gewebe oder Organe 

wiederherzustellen (1). Hierfür existieren innerhalb der Geweberekonstruktion 

vielfältige Lösungsansätze, von denen die Herstellung spendereigener (autologer) 

Präparate durch Techniken des Tissue Engineerings einen abbildet.  

In der Gynäkologie sind bei vielen angeborenen oder erworbenen Krankheitsbildern 

Schleimhäute betroffen. Häufig existieren hierfür keine zufriedenstellenden 

Behandlungsoptionen (2). Zur Deckung von Schleimhautdefekten wurden anfangs 

Spalthaut oder autologe, orale Transplantate verwendet (2, 3, 171). Hierbei wurden 

schnell Limitationen festgestellt: Einerseits ist vor allem bei jungen Patienten, aber 

auch bei ausgedehnten Defekten, die Verfügbarkeit geeigneten, autologen Materials 

eingeschränkt, andererseits ist die Haut nicht als gleichwertiger Ersatz für 

Schleimhautdefekte zu verwenden (4). Aufgrund des unterschiedlichen Milieus 

mazeriert die Hornschicht der Haut nach Implantation, eine erhöhte Anfälligkeit für 

Infektionen ist die Folge (5). Weitere Schwierigkeiten entstehen durch die 

vorhandenen Hautanhangsgebilde, wie Haare oder Drüsen (6).  

Einen patientenzentrierten Lösungsansatz können heutzutage durch Tissue 

engineering generierte Weichgewebe-Äquivalente liefern. Ihr Einsatz erfolgt bereits in 

zahlreichen medizinischen Fachdisziplinen (2, 7, 8, 9, 10). Eine Biopsie geringen 

Umfangs liefert ausreichend autologes Zellmaterial, um ein patientenindividuelles 

Transplantat mit Hilfe einer Gerüststruktur (Scaffold) zu erzeugen. Eine 

immunologische Reaktion durch die Implantation des Scaffolds, hergestellt auf Basis 

einer xenogenen, zellfreien Matrix, bleibt durch vorherige laborchemische Verfahren 

nahezu aus.  

Eine weitere Hürde, welche es zu überwinden gilt, stellt die Vaskularisation dar (11). 

Die Diffusionsstrecke für Nährstoffe und Sauerstoff ist zu kurz für mehrschichtige 3D-

Äquivalente. Eine Lösungsmöglichkeit stellen Techniken zur Prävaskularisierung dar. 

Durch die Prävaskularisierung soll in vitro ein feines, gut verzweigtes, mikrovaskuläres 

Netz im Konstrukt geschaffen werden. Idealerweise erfolgt eine Anbindung der 

spendereigenen Gefäßstrukturen an dieses innerhalb weniger Tage. Die Nekrose- und 
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Abstoßungsrate werden verringert und ein erfolgreiches Einwachsen der Präparate 

kann gewährleistet werden (12).  

Für die erfolgreiche Versorgung von Patienten mit Gewebeäquivalenten sind somit 

eine möglichst patientenindividuelle Herstellung und ein erfolgreiches Einwachsen 

unabdingbar. Letzteres ist wiederum abhängig von einer ausreichenden 

Blutversorgung des Gewebeäquivalentes innerhalb möglichst kurzer Zeit. Zentral ist 

zudem, in vitro generierte Laborergebnisse an die klinische Praxis zu adaptierten. 

Hierfür sind als unmittelbare Schnittstelle in vivo-Testungen essentiell.   

Um sich diesem Ziel zu nähern, wurden in der vorliegenden Arbeit in allen Versuchen 

endotheliale, koloniebildende Zellen (ECFC, engl. endothelial colony forming cells), 

statt der bisher verwendeten Endothelzellen aus der männlichen Vorhaut (HDMEC, 

engl. human dermal microvascular endothelial cells), eingesetzt. Vorteilhaft ist die 

vergleichsweise aufwandsarme Gewinnung von ECFC aus einer autologen Blutprobe 

eines jeden Patienten. In einem ersten Schritt musste eine zuverlässige Isolation und 

Kultivierung der ECFC gewährleistet werden. Zur Phänotypisierung der Isolate 

erfolgten Immunfluoreszenzfärbungen mit Antikörpern der Oberflächenmarker CD14, 

CD31 und CD133. Im weiteren Verlauf wurde, durch Ko-Kultivierung mit Fibroblasten 

der Mundschleimhaut (MSH-Fibroblasten) auf einer Kollagenmatrix (Geistlich Bio-

Gide®), die Bildung mikrovaskulärer Strukturen innerhalb der Matrix zu verschiedenen 

Versuchszeitpunkten untersucht. Hierfür wurden endothelzellspezifische 

Immunfluoreszenzfärbungen von CD31 angewendet.  

Weiterhin beruhen bisherige Erkenntnisse weitestgehend auf in vitro-Versuchen, 

weshalb in dieser Arbeit breitere in vivo-Studien erfolgen sollten. Es wurden 

abschließend mehrere in vivo-Versuchsreihen verschiedener ECFC-Spender mit über 

drei Stunden und 14 Tagen ko-kultivierten Weichgewebe-Äquivalenten durchgeführt. 

Als Modell wurde das in ovo Chorioallantoismembran-Assay (CAM-Assay) gewählt. 

Der Untersuchungszeitraum im Modell erstreckte sich über die embryonalen 

Entwicklungstage fünf bis neun. Die Präparateproben wurden anschließend 

immunhistochemisch und histologisch gefärbt, um eine vaskuläre Anbindung des 

Weichgewebe-Äquivalentes an das bestehende Gefäßsystem der CAM zu beurteilen.
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2. Literaturdiskussion 

 
2.1 Tissue Engineering – Ein Überblick 

 

Tissue Engineering (TE) ist ein interdisziplinärer Bereich der regenerativen Medizin. 

Den größten Anwendungsbereich findet man in der Onkologie, zudem auch in 

Bereichen der kardiovaskulären, muskuloskelettalen und neurodegenerativen 

Medizin, sowie in der Immunologie und bei der Behandlung von hereditären 

Erkrankungen (13). Mittels TE generierte, artifizielle Gewebe werden genutzt, um 

Gewebedefekte zu heilen, genetische Fehlbildungen zu rekonstruieren oder 

geschädigte Organe teilweise oder vollständig zu ersetzen (14). Gewinnbringend 

können diese Techniken u.a. zur Reduktion von Komplikationen durch Primär- und 

Sekundäreingriffe, sowie bei einem Mangel an autologem Gewebe eingesetzt werden 

(15). Bereits 1993 beschrieben Langer et al. drei grundlegende Herangehensweisen 

des TE: 1. Zellisolation und Zellkultur, 2. die Verwendung von Signalmolekülen, wie 

z.B. Wachstumsfaktoren und 3. eine direkte Verbindung der Zellen mit einer Matrix vor 

der Implantation (1) (Abb.1).  

Die ersten avaskulären Gewebe konnten schon vor etwa 50 Jahren erfolgreich in 

Tiermodellen angewandt werden (16). Schließlich gelang es Green et al. 1979 ein in 

vitro-Epithelkonstrukt, das sogenannte Epicel®, aus spendereigenen Keratinozyten zu 

erzeugen (17). Dieses konnte später als Epidermisersatz in vivo verpflanzt werden 

(17). So konnten relativ zügig auch andere Gewebe aus einer Zellart generiert und 

teilweise verpflanzt werden (18). In einem nächsten Schritt stand die Erzeugung eines 

komplexeren, mehrschichtigen Gewebeäquivalentes (full-thickness tissue) durch die 

Kombination verschiedener Zellarten im Mittelpunkt. Mit Apligraf® wurde das erste 

zweischichtige, full-thickness Hautäquivalent erstellt (19). Zur Herstellung wurden 

Fibroblasten in einer Kollagenmatrix zusammen mit Keratinozyten verwendet, wodurch 

ein Konstrukt aufgebaut aus einer Dermis und Epidermis erzeugt werden konnte (19). 

Während das TE vor der Jahrtausendwende schnelle Fortschritte erzielen konnte, 

stagnierte die Forschung aus wirtschaftlichen Gründen in den nachfolgenden Jahren 

(20).  

Erst ab 2005 entstand ein erneuter Aufschwung, welcher bis heute anhält. Ein neuer 

Fokus lag nun auf der Herstellung funktional-komplexer Organe und Gewebe, wie der 
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Harnblase, Trachea oder Niere (21, 22, 23). Heutzutage werden vor allem die 

Stammzellbiologie und 3D-Techniken, sowie die Schnittstelle zwischen lebenden 

Zellen in vitro und in vivo näher erforscht, um patientenspezifische, funktionale 

Äquivalente ohne umfassende chirurgische Intervention zu generieren (24, 25). 

Besondere Herausforderungen liegen noch immer in der Herstellung von komplexen 

Geweben, wie z.B. Schleimhäuten, in der Abstoßung von Fremdmaterial, der 

Narbenentstehung, sowie Nekrotisierung und in der Angiogenese (26). 

Die Methodenvielfalt innerhalb des TE ist groß. Biologische Gewebeäquivalente 

können in vitro aus autologem oder allogenem Zellmaterial generiert werden; weiterhin 

können dezellularisierte Gerüste, xenogene Materialien oder als neue Entwicklung der 

letzten Jahre Bioprinting zum Einsatz kommen (27). Die Herangehensweise ist in den 

Grundlagen ähnlich: Eine Biopsie aus gesundem Gewebe eines Patienten liefert 

Zellmaterial, welches in vitro kultiviert und vervielfältigt wird (Abb.1). Weit verbreitet ist 

der Einsatz einer porösen, formgebenden Matrix zur Herstellung von Gewebe-

äquivalenten, welche dann als Gerüststruktur (Scaffold) bezeichnet wird. Die Matrix 

kann aus biologischen Polymeren auf Protein- bzw. Polysaccharidbasis, oder 

synthetischen Polymeren hergestellt werden (20, 28, 29, 30). Der Scaffold ist für die 

Neubildung von dreidimensionalem Gewebe essentiell. Er substituiert die 

physiologische Extrazellulärmatrix (EZM) und steuert die Proliferation, die 

Ausdifferenzierung und die Biosynthese der Zellen, wobei er zugleich das Einwachsen 

gewebefremder Zellen verhindert (31, 32). Ferner lässt sich durch Signalmoleküle das 

Zellverhalten durch die unmittelbare Einflussnahme auf die Zellproliferation, -migration 

und -differenzierung steuern (170). Das artifizielle Ersatzgewebe kann schließlich in 

den Patienten implantiert oder für in vivo-Testungen eingesetzt werden. Nach einer 

Implantation in vivo wird der Scaffold idealerweise vollständig resorbiert. 
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Abbildung 1: Grundlagen des Tissue Engineerings, modifiziert nach (37). 

Bei der Auswahl des Materials sollte deshalb auf die bestmögliche Biokompatibilität 

und -stabilität, auf die Erfüllung der mechanischen Ansprüche sowie die Porengröße 

und Porosität des Materials geachtet werden (33). Porosität und Porengröße sind 

wichtige Parameter der hergestellten Gewebeäquivalente für die Versorgung mit 

Nährstoffen, die Vaskularisation, den Abtransport von Stoffwechselendprodukten, das 

Zellwachstum und die Zellmigration (34). Hier existieren je nach Zelltyp und 

Zellfunktion große Unterschiede. So ergibt sich für Fibroblasten eine ideale 

Porengröße von 100 – 250 µm, für die erfolgreiche Angiogenese bzw. Vaskularisation 

hingegen 30 µm bis über 300 µm (31, 35, 34). Grundsätzlich wären also größere Poren 

im Bereich von 100 – 250 µm als vorteilhaft für die Zellfunktion und Gefäßbildung 

anzusehen. Limitiert wird dies jedoch durch eine reduzierte Stabilität des Scaffolds. 

Ein stabiler Scaffold wiederum ist wichtig, um den bereits genannten Anforderungen 

eines temporären Platzhalters während der Gewebeentwicklung gerecht zu werden 

(32). 

Das TE findet in der Gynäkologie ein immer breiteres Anwendungsspektrum. Ein 

zuverlässiger Einsatz erfolgt bereits in der Urogynäkologie, aber auch bei 

Erkrankungen des Beckenbodens, vaginalen Pathologien und zum Ersatz von 

Follikeln des Ovars werden Gewebeäquivalente erprobt (2, 36, 37). Das in der 

vorliegenden Arbeit generierte Weichgewebeäquivalent knüpft an dieser Stelle an und 

begegnet dem Mangel an geeignetem autologen Gewebe. Eine künftige Anwendung 
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nach Tumorexizionen, bei urethralen Fehlbildungen oder nach Traumata ist denkbar, 

jedoch ist hierfür eine ausreichende vaskuläre Versorgung des 

Weichgewebeäquivalentes unabdingbar (38). 

2.2 Die orale Mukosa als Grundlage von Gewebeäquivalenten im Tissue 

Engineering 

Schleimhäute sind mehrschichtige oder mehrreihige, Hohlorgan oder Oberflächen 

auskleidende Gewebe. Vertreten sind sie vor allem im Mund-Nasen-Rachenbereich, 

im Gastrointestinaltrakt, im Auge und dem Urogenitaltrakt. An der jeweiligen 

Lokalisation dient vor allem die Epithelschicht durch das Vorhandensein dichter 

Interzellularkontakte (tight junctions, Adhäsionskontakte, gap junctions) als 

Schutzbarriere (39).  

Hautäquivalente zeigen morphologisch größere Gemeinsamkeiten mit oraler Mukosa 

als mit Schleimhäuten in anderen Körperregionen, weshalb viele der bestehenden 

wissenschaftlichen Erkenntnisse des TE auf die Schleimhaut übertragen werden 

konnten (40, 41). Eine ähnliche Histologie der auskleidenden Mundschleimhaut macht 

Einsätze bei urethrogenitalen oder ophthalmologischen Rekonstruktionen, sowie bei 

der Versorgung von Brandwunden möglich und gilt bei vielen Behandlungen aktuell 

als Goldstandard (42). Im Vergleich zu anderen Geweben besitzt vor allem die 

unverhornte Mundschleimhaut eine hohe Selbstheilungstendenz durch rasche 

Zellproliferation bei gleichzeitig geringer Narbenbildung und Kontraktion (43, 44, 45). 

Außerdem zeichnet sie eine hohe Belastbarkeit durch die beim Sprechen, Kauen und 

Schlucken entstehenden Scherkräfte aus (46). 

Von der Funktionalität beeinflusst, lassen sich verschiedene Arten oraler Mukosa 

unterscheiden: die auskleidende Mundschleimhaut, die mastikatorische 

Mundschleimhaut und die spezialisierte Mundschleimhaut (47). Den größten Anteil mit 

etwa 60% hat die auskleidende Mundschleimhaut, welche aus mehrschichtigem, 

unverhorntem Plattenepithel besteht (40). Sie findet sich im Mundvorhof, am 

Mundboden, an den Alveolarfortsätzen, der Zungenunterseite und am weichen 

Gaumen. Die mastikatorische Mundschleimhaut findet sich entlang des harten 

Gaumens und der Gingiva. Aufgrund der starken mechanischen Beanspruchung in 

dieser Region stellt sie sich histologisch keratinisiert oder parakeratinisiert dar. Am 
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Zungengrund findet sich die spezialisierte Mukosa. Diese ist mit verschiedenen 

Papillen besetzt, welche der Geschmackswahrnehmung und dem lingualen Tastsinn 

dienen. Da das in der vorliegenden Arbeit generierte Weichgewebeäquivalent ubiquitär 

eingesetzt werden soll, beziehen sich sämtliche Ausführungen auf nicht keratinisiertes 

Gewebe. 

Die Mukosa besteht aus zwei, nur im Gastrointestinaltrakt aus drei Schichten – Lamina 

epithelialis mucosae, Lamina propria mucosae und im Gastrointestinaltrakt zusätzlich 

der Lamina muscularis mucosae (48). Die Lamina epitheliales wird noch einmal in drei 

Schichten unterteilt: Stratum basale, Stratum filamentosum, auch bezeichnet als 

Stratum intermedium, und Stratum distendum, oder auch Stratum superficiale genannt 

(Abb. 2). Ihre Dicke beträgt je nach Lokalisation zwischen 0,1 mm und 0,5 mm (49). 

Nach kaudal wird die Schicht durch eine Basalmembran begrenzt. Charakteristisch ist 

ein hoher Zellumsatz, sowie ein dichter Zellverband als Voraussetzung für die Funktion 

als Schutzschicht vor systemisch und lokal wirkenden physikalischen, chemischen und 

mikrobiologischen Umwelteinflüssen (40, 50).  

Die sich anschließende Lamina propria mucosae stellt eine dichte 

Bindegewebsschicht dar. Sie besitzt einen hohen Anteil an elastischen Fasern vom 

Kollagen-Typ I, III, V und VI und wird in ein Stratum papillare und Stratum reticulare 

unterteilt (46). Über das Stratum papillare wird die Gaumenschleimhaut und Gingiva 

mit dem Periost und den Muskelfaszien verbunden und die Lamina epitheliales mit 

Nährstoffen versorgt (51). Eine Unterscheidung zwischen Stratum papillare und 

Stratum reticulare ist über den mikroskopischen Aufbau möglich. Während im Stratum 

papillare die Kollagenfasern locker angeordnet sind, findet sich im Stratum reticulare 

ein dichtes Netz nahezu parallel angeordneter Fasern (45). Die Lamina propria dient 

als Verschiebeschicht und gewährleistet eine hohe Mobilität der darüberliegenden 

Schleimhaut, wie z.B. beim Kauen oder Schlucken (52). Die prädominierende Zellart 

sind Fibroblasten. Als weitere Strukturen lassen sich Nervenendigungen, Blutgefäße 

und in den tieferen Bereichen auch Speicheldrüsen finden (33).  

Als unterste Schicht ist die Submukosa definiert. Die Submukosa besteht aus 

Bindegewebe und beinhaltet hauptsächlich Fettgewebe und Drüsenzellen (5). Das 

lockere Gewebe setzt sich ähnlich wie die Lamina propria aus kollagenen und 
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elastischen Fasern zusammen. Funktional ist sie ebenfalls an der Beweglichkeit bzw. 

Verschieblichkeit der darüberliegenden Schichten beteiligt. 

 

Abbildung 2: Mikrokospischer Querschnitt durch unverhorntes, mehrschichtes 
Plattenepithel der Mundhöhle.  
Durchgängige, schwarze Linien begrenzen grob den Verlauf der Zellschichten. a: Stratum 
superficiale (Stratum distendum), b: Stratum intermedium (Stratum filamentosum), c: Stratum 
basale, d: Lamina propria. Das (*) kennzeichnet den gedachten Verlauf der Basalmembran. 
Modifiziert nach (53). 
 

Als Grundlage plastischer Rekonstruktionen werden aktuell als kurativer Ansatz häufig 

patienteneigene Gewebepräparate u.a. aus Schleimhäuten verwendet. Als nachteilig 

anzusehen sind hier vor allem die zusätzliche Morbidität durch den Eingriff, das mit 

der Intervention verbundene Komplikationsrisiko und die Krankheitsdauer, die limitierte 

Gewebemenge sowie die veränderte Funktionsfähigkeit des Gewebes abhängig vom 

Entnahmeort (33, 54, 55). Für artifizielle Schleimhäute werden im Rahmen des TE 

zwar ebenfalls autologe Biopsien benötigt, diese sind jedoch deutlich kleiner als bei 

regulären Gewebeentnahmen. Durch in vitro generierte Gewebeäquivalente, welche 

in vivo verpflanzt werden, reduziert sich die benötigte Gewebemenge zusätzlich. 

Anfangs genannte Fallstricke können hierdurch teilweise umgangen werden. 

2.3 In vitro generierte, komplexe Weichgewebe-Äquivalente 

 

Grundsätzlich finden sich aktuell bei der Herstellung von Gewebeäquivalenten zwei 

Konzepte. Zum einen können im Rahmen des traditionellen top-down-Ansatzes 

azelluläre Matrizes, welche die gewebeeigene Regenerationsfähigkeit des 
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Organismus voraussetzen, verwendet werden (56). Die Zellen werden hierbei auf 

einen in der Größe und Architektur vordefinierten Scaffold gesät. Zum anderen besteht 

beim bottom-up-Ansatz die Möglichkeit, verschiedene Module, z.B. cell sheets oder 

gedruckte Zellen, zur Anwendung zu bringen (56). In diesem Fall werden die Zellen 

durch Zuhilfenahme von chemischen und physikalischen Stimulantien angeregt, sich 

in gefäßartigen Strukturen zu organisieren. So können funktionelle Einheiten in vitro 

gebildet werden, welche sich baukastenartig bis hin zu komplexen Geweben oder 

Organen zusammenfügen lassen (25, 56). 

Die Grundlage eines Gewebeäquivalentes wird durch eine künstliche 

Extrazellulärmatrix (EZM) gelegt. Die natürliche EZM umgibt geflechtartig die 

Zellzwischenräume. Sie besteht aus verschiedenen, formgebenden Fasertypen 

(elastisch, kollagen und retikulär), sowie einer losen, amorphen Grundsubstanz (57). 

Die Hauptbestandteile der Grundsubstanz sind Proteoglykankomplexe, Glykoproteine, 

Kollagene und Glucosaminoglykane (58). Grundsätzlich sollte bei der Wahl des 

Scaffolds eine Ähnlichkeit zur natürlichen Interzellularsubstanz bestehen, um die 

Proliferation, Adhäsion und Differenzierung der ausgesäten Zellen zu unterstützen 

(42). Die künstliche Matrix dient unter anderem der Zelladhäsion, fördert Zell-Zell-

Interaktionen und reguliert die Widerstandsfähigkeit des artifiziellen Gewebes (59, 60). 

Weitere relevante Faktoren für die Auswahl sind eine gute biologische Abbaubarkeit 

und eine geringe Immunantwort durch den Empfänger (41).  

In dieser Arbeit diente ein azelluläres, deproteinisiertes 3D-Kollagenkonstrukt 

(Geistlich Bio-Gide®), aufgebaut aus porcinem Kollagen-Typ-I und Typ-III, als Gerüst 

(61). Durch die Verwendung azellulären Materials sollen bei gleichzeitig guter 

Regeneration des Gewebes Host-versus-Graft-Reaktionen vermindert werden (62). 

Die Membran besteht jeweils aus einer zellokklusiven und einer porösen Seite. Die 

Porengröße der okklusiven Seite beträgt ca. 4 – 8 µm, die der porösen Seite 44 – 

171 µm (63). Humane Fibroblasten messen etwa 50 – 100 µm und werden auf der 

porösen Seite ausgesiedelt, um eine Migration in die Matrix zu ermöglichen (64). Dort 

sind sie für die Ausbildung einer Extrazellulärmatrix verantwortlich. Außerdem 

bestimmen sie maßgeblich die Proliferation und Differenzierung der endothelialen 

Progenitorzellen durch die Sekretion proangiogener Faktoren (33).  
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Vorherige Projekte der Arbeitsgruppe zeigten, dass prävaskularisierte Konstrukte aus 

Epithelzellen, Fibroblasten der Mundschleimhaut und humanen mikrovaskulären 

Endothelzellen des Präputiums in einer Bi- oder Trikultur auf einer Kollagenmembran 

in vitro gebildet werden konnten (44). Die hier verwendete polymere Membran aus 

organischem Kollagen begünstigt den raschen zellulären Umbau in vivo, die 

Vaskularisation und Funktionalität des neuen Zellverbandes. Organisches Kollagen 

besitzt nur eine geringe Immunogenität, unter anderem aufgrund einer komplexen 

Behandlung zur Dezellularisierung und einem anschließenden mehrstufigen 

Sterilisationsprozess, so dass eine Immunreaktion nach der Implantation zumeist 

ausbleibt (173). Beide Faktoren bedingen schließlich ein erfolgreiches Einwachsen im 

Empfänger. In weiteren Versuchen konnte im Mausmodell bei über 21 Tage in vitro 

vorkultivierten Weichgewebe-Äquivalenten ein Anschluss der kapillarähnlichen 

Strukturen an ein bestehendes Gefäßsystem nach 5 Tagen histologisch nachgewiesen 

werden (65). 

Als problematisch stellt sich jedoch die begrenzte Verfügbarkeit der Endothelzellen 

und die Beschränkung auf das männliche Geschlecht dar. Eine mögliche Alternative 

stellen aus peripher-venöser Punktion gewonnene endotheliale, koloniebildende 

Zellen (ECFC) dar. ECFC stellen eine Subgruppe endothelialer Progenitorzellen dar, 

deren Alleinstellungsmerkmal die de novo-Ausbildung gefäßähnlicher Strukturen ist 

(103). Die erfolgreiche Vaskularisation von mehrschichtigen, großflächigen 

Gewebeäquivalenten ist wiederum der entscheidende Aspekt für die klinische 

Anwendbarkeit, vor allem um das frühe Überleben des Transplantates zu sichern (11, 

38, 69). 

2.4 Gefäßentwicklung und die Rolle endothelialer Progenitorzellen 

Gefäßnetzwerke finden sich ubiquitär im Organismus. Ihre gemeinsame Aufgabe ist 

die Aufrechterhaltung der Homöostase der Zellen durch Gasaustausch, der Transport 

von Stoffwechselprodukten, Signalmolekülen und Wärme (66). Morphologisch zu 

unterscheiden sind Arterien, Venen und Kapillaren. Ihnen gemein ist ein auf die 

physiologischen Anforderungen angepasster, dreischichtiger Wandaufbau bestehend 

aus Tunica intima, Tunica media und Tunica adventitia (66). Im Gegensatz zu Arterien 

und Venen weisen Kapillaren keine separate Muskelschicht auf. Kapillaren sind als die 

kleinste Gefäßeinheit klassifiziert, bilden insgesamt jedoch die größte Fläche im 
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Gefäßsystem aus (66). Ihre durchlässige, blutseitige Endothelzellschicht und die feine 

Verzweigung ermöglichen die Versorgung des umgebenden Gewebes mit 

Nährstoffen. 

Die größtmögliche Strecke, welche mittels Diffusion überwunden werden kann, beträgt 

ca. 0,1 – 0,2 mm (67). Bei der Implantation von Gewebeäquivalenten ist Diffusion 

allein, aufgrund der Dicke der Äquivalente, somit nicht ausreichend. Ohne eine 

suffiziente Gefäßeinsprossung fehlt jegliche Zufuhr von Sauerstoff (Hypoxie) und 

Nährstoffen. Ferner können Stoffwechselendprodukte nicht abtransportiert werden. 

Die durch die Hypoxie bedingte Ischämie kann in der Folge zu einem teilweisen oder 

vollständigen Absterben des Substituts führen (68).  Ischämien begünstigen wiederum 

das Auftreten von Gewebenekrosen und Infektionen. Aufgrund dessen versuchte man 

zunächst, die Gefäßentwicklung lokal durch die Freisetzung von Wachstumsfaktoren 

aus Scaffolds zu induzieren (68). Mittlerweile ist die Etablierung von 

prävaskularisierten Konstrukten via Tissue Engineering ein vielversprechender 

Lösungsansatz. Hierbei spielen die Vaskulogenese und Angiogenese als 

Möglichkeiten der Gefäßentstehung zusammen.  

2.4.1 Vaskulogenese 

Die Vaskulogenese beschreibt die Entstehung von Gefäßen de novo sowohl in der 

Embryogenese, als auch im adulten Organismus. Während der frühen 

Embryonalperiode entstehen Blutinseln im Seitenplattenmesoderm aus 

Hämangioblasten (11) (Abb. 3). Die zentral gelegenen Zellen reifen zu 

hämatopoetischen Stammzellen heran. Aus den peripheren Hämangioblasten 

entstehen Vorläuferzellen, welche man Angioblasten nennt (70). Diese differenzieren 

abhängig von pro-angiogenen Faktoren zu Endothelzellen, welche sich schließlich 

zusammenlagern und ein primitives vaskuläres System ausbilden (70). Im Rahmen 

der im nächsten Kapitel erläuterten Angiogenese, erfolgt das Wachstum und die 

Verzweigung des primären Systems. Die Prozesse der Vaskulogenese und 

Angiogenese können daher nicht separat betrachtet werden. 

Im Erwachsenenalter ist die Entstehung neuer Gefäße, die postnatale Vaskulogenese, 

zumeist mit pathologischen Prozessen, bspw. während der Tumorgenese, bei Hypoxie 

oder Inflammation, assoziiert (71, 72). Einzig im Zuge des weiblichen 
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Reproduktionszyklus und während der Wundheilung ist die Bildung neuer Gefäße 

physiologisch. Die postnatale Vaskulogenese erfolgt durch das Rekrutieren 

endothelialer Progenitorzellen aus dem Knochenmark oder unmittelbar durch das 

Vorhandensein jener im peripheren Blut (73) (Abb. 3). Dort beträgt der Anteil von 

ECFC etwa 0,05 – 0,105 Zellen/ml Blut (74). Über die genaue Funktionsweise und 

Herkunft der verschiedenen Zelllinien der EPC im adulten Organismus herrscht bis 

heute noch keine vollständige Klarheit. Sie ist daher Gegenstand aktueller 

Forschungen (75). 

 

Abbildung 3: Schematischer Überblick der Vorgänge während der embryonalen und 

adulten Vaskulogenese, modifiziert nach (76). 

2.4.2 Angiogenese 

Im Gegensatz zur Vaskulogenese ist für die Angiogenese ein bereits bestehendes 

Gefäßnetzwerk entscheidend. Hierbei sind zwei grundsätzliche Vorgänge zu 

unterscheiden: Intussuszeption (Abb. 4) und Sprossung (Abb. 5). Bei der 

Intussuszeption (nicht-sprossende Angiogenese) kommt es durch die transvaskuläre 

Ausbildung von Säulen bestehend aus EZM zu einer Längsteilung einer bestehenden 

Kapillare in zwei Teile (77). Die Sprossung beschreibt hingegen die Migration und 

Proliferation von Endothelzellen nach erfolgter Proteolyse der EZM (78). Insgesamt ist 

der Bedarf an sich teilenden Endothelzellen beim intussuszeptiven Wachstum 

geringer, weshalb dieser Prozess gegenüber der Sprossung als effektiver gilt (79). 
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Abbildung 4: Schematische Darstellung der Intussuszeption, modifiziert nach (80).  

Den stärksten Anstoß für das Wachstum und die Verzweigung von Gefäßen liefern 

hypoxische Bedingungen, sobald die Gewebeversorgung durch Diffusion nicht mehr 

gewährleistet ist (Abb. 5). Es kommt zur Ausschüttung von Hypoxie induzierbaren 

Transkriptionsfaktoren (HIF) (81). Diese bedingen wiederum die Genregulation und 

führen zur Sekretion von pro- und antiangiogenen Signalmolekülen (82).  

Hierbei kommt es u.a. zu einer verstärkten Produktion des Wachstumsfaktors VEGF-

A (vascular endothelial growth factor-A), welcher auch in der frühen Phase der 

Embryogenese ausgeschüttet wird (55). Die Signifikanz von VEGF-A für die 

Vaskularisierung zeigt sich in murinen knock-out-Studien. Mäuse ohne den Liganden 

zeigten hier keine Überlebenstendenz oder hochgradige Defizite in der Morphologie 

des Kreislaufsystems (83). Die Ausbildung vollständig funktionaler Gefäße durch 

VEGF-A allein ist jedoch nicht möglich. Auch andere proangiogene Faktoren der 

VEGF- und Ang(=Angiopoetin)-Familien, TGF (transforming growth factor), PDGF 

(platelet-derived growth factor), FGF (fibroblast growth factor), Neuropilin, Notch-

Proteine, Zytokine, Chemokine, sowie organspezifische Moleküle beeinflussen die 

Ausbildung von neuen Gefäßsträngen durch Endothelzellen (38, 84, 85).  

Während der Angiogenese erhöht sich, angetrieben durch die bereits genannten 

Signalmoleküle, zunächst die Gefäßpermeabilität und vorhandene Interzellular-

bindungen werden durch Matrix-Metalloproteasen gelöst (79). Die Proliferation und 

Migration endothelialer Zellen in Richtung avaskulärer Gewebe setzt ein. Die führende 

Endothelzelle, eine sogenannte tip cell, bestimmt die Richtung des Gefäßwachstums. 

Die Differenzierung zu einer tip cell ist abhängig von der Expression von VEGF2-

Rezeptoren, sowie dem Dll4 (delta-like ligand 4)/Notch Signalweg (86). Der 
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Differenzierungsvorgang ist als dynamisch anzusehen (87). Umgebende stalk cells 

beeinflussen durch Proliferation die Gefäßlänge und formen das neue Lumen. Treffen 

zwei benachbarte tip cells zusammen, so verschmelzen beide Anteile. Es entstehen 

zunächst kapillarähnliche Strukturen. Diese können anschließend im Rahmen der 

Arteriogenese und abhängig von Scherkräften morphologische Veränderungen 

durchlaufen und sich so zu Arterien differenzieren (88). 

 

Abbildung 5: Schematische Darstellung der sprossenden Angiogenese, 
modifiziert und zusammengefügt nach (80) und (89). 

2.5 Endotheliale Progenitorzellen in der Prävaskularisierung 

Endotheliale Progenitorzellen (EPC) bilden eine heterogene Gruppe mononukleärer 

Zellen ab. Sie stammen von multipotenten Stammzellen ab und besitzen die Fähigkeit 

zur Proliferation und Differenzierung. Im Blut zirkulierende, endotheliale 

Progenitorzellen wurden vor 25 Jahren erstbeschrieben (99). Weiterführende 

Forschungen konnten ihnen vielfältige Aufgaben (Biomarker, Regeneration) bei von 

ischämischem Gewebe betroffenen Krankheitsbildern und der Vaskularisierung 

nachweisen (100, 101). Unklarheit herrscht noch immer über die exakte 

Funktionsweise der Mobilisation, ihre Aktivität, die Interaktion mit anderen 

Zellpopulationen und die Charakterisierung (102). 

Unterschieden werden eine hämatopoetische und eine endotheliale Zellreihe. Unter 

den hämatopoetischen Zellen werden myeloische, angiogene Zellen (MAC), oder auch 

early outgrowth endothelial cells subsumiert (103). Diese Zelllinie stimuliert die 

Angiogenese durch parakrine Ausschüttung proangiogener Faktoren (104). Die Zellen 

selbst können jedoch nicht zu reifen Endothelzellen differenzieren. Ihnen fehlt somit 

auch die Fähigkeit zur Ausbildung tubulärer Strukturen (105). Immunphänotypisch 

werden sie gekennzeichnet durch einen positiven Nachweis für CD14, CD31, CD45; 
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negativ verhalten sie sich für CD133 und CD146 (106). In der Zellkultur ist ihr 

Auswachsen zwischen dem dritten und fünften Tag beschrieben (105). 

Die endotheliale Zellreihe umfasst late outgrowth endothelial cells, welche in Kultur 

auch als ECFC bezeichnet werden (103). ECFC lassen sich aus verschiedenen 

Kompartimenten des Körpers isolieren. Am häufigsten erfolgt die Isolation aus dem 

Knochenmark, aus Nabelschnurblut Neugeborener oder aus peripher-venösem Blut. 

Bis vor einigen Jahren wurde postuliert, ECFC würden ausschließlich aus dem 

Knochenmark freigesetzt werden. Aktuelle Untersuchungen zeigen, dass ECFC auch 

aus spezifischen Geweben isoliert werden können (100, 102). Somit wird aktuell 

mehrheitlich die These vertreten, dass ECFC auf intrinsische Signale hin direkt aus 

der Gefäßwand freigesetzt werden können (107, 108). Dies deutet auf ein neues 

Verständnis bezogen auf die Herkunft hin.  

Trotz der bestehenden Unklarheiten die Zelllinie betreffend, wurde in den vergangenen 

Jahren versucht, eine einheitliche Definition zu erstellen. So müssen ECFC [1] 

zweifelsfrei den Endothelzellen zugeordnet werden können, [2] ein stabiles 

Proliferationspotenzial aufweisen und [3] sich in vivo zu funktionalen Blutgefäßen 

zusammenfinden (103). Letztgenannter Punkt der de novo-Tubulogenese 

und -Angiogenese unterscheidet ECFC eindeutig von der myeloischen Zellreihe. Dies 

bedeutet auch, dass ECFC sich positiv für endotheliale Marker, wie z.B. CD31, CD34 

und von Willebrand Faktor (vWF) zeigen, aber negativ für monozytäre Marker wie 

CD14 oder CD45 (71, 102).  

Für die vorliegende Arbeit bedeutsam ist die Funktion der endothelialen 

Progenitorzellen in Bezug auf die Vaskularisierung von bioartifiziellem Gewebe. Um 

die Jahrtausendwende rückten zunächst reife Endothelzellen in den 

wissenschaftlichen Fokus. In Tiermodellen konnte gezeigt werden, dass durch 

Endothelzellen präformierte Mikrogefäßstrukturen Anschluss an ein bestehendes 

Gefäßsystem erlangen können (109). Mit der Entdeckung und den wachsenden 

Erkenntnissen über endotheliale Progenitorzellen fanden diese bevorzugt 

Anwendung. Im Vergleich zu reifen Endothelzellen führen sie mit einer geringeren 

Wahrscheinlichkeit zu einer Immunreaktion, sie können mittels einer einfachen 

Blutentnahme als autologe Zellen gewonnen werden und besitzen als Vorläuferzellen 

ein hohes Proliferationspotenzial (110). In frühen Versuchen konnten die zu reifen 
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Endothelzellen äquivalenten bzw. zum Teil überlegenen tubulogenen Eigenschaften, 

sowie die erfolgreiche Integration von prävaskularisierten Hautäquivalenten im 

murinen Modell nachgewiesen werden (111, 112). Aufgrund der vorteilhaften pro-

angiogenen Zell-Zell-Interaktion finden häufig Ko-Kulturen mit Fibroblasten oder 

mesenchymalen Stammzellen Anwendung (113, 114, 115). 

2.6 Prävaskularisierung von 3D-Konstrukten 

Wie bereits erwähnt, hängt die erfolgreiche Transplantation der Präparate maßgeblich 

von einer suffizienten Oxygenierung ab. Implantiert man ein in vitro generiertes 

Gewebekonstrukt ohne bereits ausgebildete mikrovaskuläre Strukturen, so beginnt die 

spontane Neovaskularisierung im Rahmen der Wundheilung automatisch. Nachteilig 

ist vor allem die Zeitspanne bis zur Entstehung erster Mikrogefäße. Diese wachsen mit 

ungefähr 5 µm/h vergleichsweise langsam (90). Die Ausbildung eines Gefäßnetzes 

von der Empfängerseite aus würde mehrere Wochen in Anspruch nehmen, was zu 

einem Absterben der Zellen im Zentrum mehrschichtiger Gewebeäquivalente führen 

kann (90, 91). In vergleichenden Untersuchungen mit Kollagenmembranen im in vivo-

Tiermodell konnte eine Vaskularisierung innerhalb von Bio-Gide®-Membranen nach 

zwei Wochen dokumentiert werden (172). Die Bereitstellung von Äquivalenten mit 

einem bestehenden, kapillarähnlichen Netzwerk begegnet dieser Problematik. Der 

Untergang von Gewebe vor allem in den zentralen Bereichen soll so minimiert und die 

Anbindung an ein bestehendes Gefäßsystem erleichtert werden (44). Die Anbindung 

eines in vitro generierten Mikrogefäßsystems an die Gefäße des Empfängers wird als 

Inoskulation bezeichnet (92). 

Eine grundsätzliche Unterteilung der Methoden der Prävaskularisierung kann in in 

vitro- und in vivo-Techniken erfolgen. Zwei weit verbreitete in vitro-Methoden sind die 

cell seeding- und die cell sheet-Technik. Cell sheets bestehen aus einschichtigen 

Zellverbänden, welche auf einer temperierten Kulturoberfläche ausgesät werden. Die 

Endothelzellen bilden hier spontan ein Gefäßnetzwerk aus. Bei Bedarf können 

mehrere Monolayer für einen partiellen Gewebeersatz geschichtet werden (93). Beim 

cell seeding hingegen werden Endothelzellen auf einen Scaffold aufgebracht. Dieser 

bietet eine dreidimensionale Oberfläche, auf der die Zellen proliferieren und vaskuläre 

Strukturen ausbilden. Der Scaffold kann mit Biomolekülen, z.B. Wachstumsfaktoren 

oder Zytokinen, versetzt werden, welche die Neovaskularisierung durch 
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Endothelzellen zusätzlich fördern (94). Zumeist wird eine Bi-/Tri-Kultur mit Fibroblasten 

und/oder Epithelzellen angestrebt, da diese die Vaskularisierung positiv beeinflussen 

(55, 65). Durch die Prävaskularisierung wird eine bessere Voraussetzung für eine 

schnelle Anastomosierung in vivo geschaffen (44).  

Aktuelle Forschungen zu neuen Methoden der in vitro-Prävaskularisierung beziehen 

sich vor allem auf den Bereich Mikrodesign. Im Rahmen von 3D-Bioprinting oder 

Mikrofluidtechniken werden präformierte, gefäßähnliche Mikrokanäle erzeugt, welche 

endothelialisiert werden (95). Dies umgeht den zuvor genannten ersten Schritt der 

Selbstorganisation der Endothelzellen zu kapillarähnlichen Strukturen. Ein 

signifikanter Nachteil besteht jedoch darin, dass eine Ausbildung feiner, eng 

gegliederter Gefäßbetten aus dieser Methode heraus nicht möglich ist und die 

eingesetzten Materialien von den Zellen kaum zu durchdringen sind (96). 

Die in vivo-Prävaskularisierung beschreibt stets invasive Methoden, welche mit 

multiplen Operationen verbunden sind. So kann ein Scaffold operativ in gut 

durchblutetes, gesundes Gewebe, wie z.B. eine Faszien- oder Muskeltasche 

eingebracht werden (97). Bei einer anderen in vivo-Methode wird ein arteriovenöser 

(AV) Shunt erzeugt, welcher anschließend in einen Scaffold eingelegt wird und diesen 

vaskularisieren soll (98). Nach einigen Wochen wird die prävaskularisierte Matrix 

jeweils explantiert und im defekten Gewebe mikrochirurgisch angebunden.  

Ein zusätzlicher operativer Eingriff vor der eigentlichen Implantation ist bei der in vitro-

Prävaskularisierung hingegen nicht notwendig. Dies stellt einen großen Vorteil dar. Die 

Erforschung eines optimalen Präparates im Bereich der in vitro-Prävaskularisierung 

und dessen Anbindung im lebenden Organismus dauert weiterhin an und ist Teil dieser 

Forschungsarbeit. 

Innerhalb der Arbeitsgruppe, in der die vorliegende Arbeit erstellt wurde, konnte 

zunächst ein prävaskularisiertes Mundschleimhautäquivalent mit reifen Endothelzellen 

(HDMEC – human dermal microvascular endothelial cells) und Fibroblasten etabliert 

werden (44). Die Inoskulation im in vivo-Tiermodell konnte hier erfolgreich 

nachgewiesen werden (65). Weiterführend sollen, um eine universelle Einsetzbarkeit 

zu gewährleisten, anstelle der reifen Endothelzellen ECFC Verwendung finden (116). 

Die Aufgabe dieser Arbeit bestand in der Folge darin, ein reproduzierbares 
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Weichgewebe-Äquivalent unter der Verwendung von ECFC zu etablieren, und eine 

zuverlässige Anastomosierung in vivo zu bestätigen.  
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3. Material und Methoden 

3.1 Material 

3.1.1 Chemikalien 

Tabelle 1: Eingesetzte Chemikalien 

Chemikalie Hersteller 

Adenin Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Ampuwa® Spüllösung Fresenius Kabi Deutschland GmbH, Bad 

Homburg 

bFGF (basic Fibroblast Growth Factor) R&D Systems, Inc., Minneapolis, USA 

Biocoll® Separating Solution Biochrom GmbH, Berlin 

Choleratoxin Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Collagen Typ I solution, bovine Viscofan BioEngineering, Weinheim 

Dako REAL™ Antibody Diluent Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 

USA 

Dako REAL™ DAB + Chromogen Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 

USA 

Dako REAL™ EnVision™ Rabbit/Mouse Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 

USA 

Dako REAL™ Substrate Buffer Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 

USA 

Dako Target Retrieval Solution pH 9 

(10x) 

Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 

USA 

Dimethylsulfoxid (DMSO) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 

DMEM/F-12 (1:1) Gibco/Thermo-Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Dulbecco’s Modified Eagle Medium 

(DMEM) – high glucose 

Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 

Dulbecco’s Phosphate Buffer Saline Gibco/Thermo-Fisher, Waltham, 

Massachusetts, USA 
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EBM-2 Endothelial Cell Growth Basal 

Medium 2 

Lonza Group, Basel, Schweiz 

EGF (Endothelial Growth Factor) Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

EGM-2 Endothelial SingleQuots Kit Lonza Group, Basel, Schweiz 

Endothelial Cell Growth Medium MV2 PromoCell, Heidelberg 

Ethanol 96 %, vergällt mit IPA, MEK und 

Bitrex pur 

AppliChem GmbH, Darmstadt 

Ethanol 99,8 %, vergällt mit IPA, MEK 

und Bitrex pur 

AppliChem GmbH, Darmstadt 

Fetales Kälberserum Gibco/Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Gelatinepulver Typ B, bovine skin Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 

Hämalaunlösung sauer nach Mayer Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe 

HEPES solution (1M) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 

Hico – Mic Mikroskopier-

Einschlussmittel 

Hirtz & Co., Köln 

Hydrocortison Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Insulin Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Natriumheparin Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Penicillin/Streptomycin Gibco/Thermo-Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Rinderserumalbumin (BSA) Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Roti-Histokitt II Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe 

Roti-Histofix 4 % Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe 

Sterilium classic pure BODE Chemie GmbH, Hamburg 

Terralin liquid Schülke & Mayr GmbH, Norderstedt 

Triton™ X-100 Sigma-Aldrich Merck KGaA, Darmstadt 

Trypsin-EDTA, 0,25 % Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
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Versene EDTA (0,02 %) Lonza Group, Basel, Schweiz 

Wassersoffperoxid 30 % Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe 

Xylol AppliChem GmbH, Darmstadt 

 

3.1.2 Gebrauchsmaterialien 

Tabelle 2: Eingesetzte Gebrauchsmaterialien 

Gebrauchsmaterial Hersteller 

Chirurgische Instrumente Aesculap, Braun, Tuttlingen 

CoolCell® LX BioStorage Technologies GmbH, 

Griesheim 

Dako Pen (Fettstift) Agilent Technologies, Santa Clara, CA, 

USA 

Feuchtkammer Selbst hergestellt, Labor Mainz 

Pinzette Labotec, Wiesbaden 

Pipetten Eppendorf Research (0,5-10 
μl, 1-100 μl, 2-20 μl, 20-200 μl, 100-
1000 μl) 

Eppendorf AG, Hamburg 

Pipettierhilfe accu-jet®pro Brand GmbH + Co KG, Wertheim 

Racksystem für Immunhistochemie Thermo Fisher Scienific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Schere Labotec, Wiesbaden 

Tissue-Tek® Ausgießformen Sakura Finetek Germany GmbH, Staufen 

Tissue-Tek® II Entwässerungs-

/Einbettkassette 

Sakura Finetek Germany GmbH, Staufen 
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3.1.3 Verbrauchsmaterialien 

Tabelle 3: Eingesetzte Verbrauchsmaterialien 

Verbrauchsmaterial Hersteller 

BD Discardit II Einwegspritzen 5 ml, 10 

ml 

Becton Dickinson S.A., Fraga, Spanien 

BD Microlance 3 0,8 x 40 mm Becton Dickinson S.A., Fraga, Spanien 

Befruchtete Hühnereier, Leghorn LSL Rhein-Main GmbH & Co.KG, 

Dieburg 

Biopsy Punch 6,0 mm GSK Consumer Healthcare, Waterford, 

Irland 

Cellstar Cell Culture Plate (6-, 12-, 24-, 96-

Well) 

Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen  

Corning® CellBIND® 6-Well Zellkulturplatte Corning Inc., New York, USA 

Deckgläser 24 x 32 mm Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe 

Einmalhandschuhe Nitril Sempercare Semperit AG, Wien, Österreich 

Einmalskalpelle FEATHER Safety Razor Co. Ldt, 

Osaka, Japan 

Filtropur V50, 0,2 µm Poren, 500 ml Sarstedt AG & Co, Nümbrecht 

Geistlich Bio-Gide® Geistlich Pharma AG, Wolhusen, 

Schweiz 

Kryoröhrchen 1,0 ml Thermo Scienific Fisher, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Leucosep Röhrchen 50 ml Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 

Leukosilk® S 2,5 cm × 9,2 cm BSN medical GmbH, Hamburg 

LUNA™ Cell Counting Slides  

 

logos Biosystems, Gyeonggi-do, 

Südkorea 

Objektträger SuperFrost® Plus Thermo Scienific Fisher, Waltham, 

Massachusetts, USA 
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Parafilm Laboratory Film Pechiney Plastic Packaging, Chicago, 

Illinois, USA 

Pasteurpipetten aus Glas 150 mm, 230 

mm 

DWK Life Sciences GmbH, 

Wertheim/Main 

Pipettenspitzen FilterTips, TipOne® (0,5-
10 μl, 2-20 μl, 10-200 μl, 100-1000 μl) 

StarLab, Hamburg 

Reagiergefäße 1 ml, 2 ml Sarstedt AG & Co, Nümbrecht 

Reaktionsgefäße 15 ml, 50 ml Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 

Safety-Multifly® 21G Sarstedt AG & Co, Nümbrecht 

Schülke Wipes 70 % Ethanol Safe&Easy, Norderstedt 

Serologische Pipetten (2 ml, 5 ml, 10 ml, 

25 ml) 

Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 

S-Monovette® 9 ml K3E 1,6 mg EDTA/ml 

Blut 

Sarstedt AG & Co, Nümbrecht 

Tissue-Tek II Filterblock Vogel GmbH & Co. KG, Gießen 

Zelletten 5×4 cm Lohmann & Rauscher International 

GmbH & Co. KG, Rengsdorf 

Zellkulturflaschen 25 cm2, 75 cm2, 

175-cm2 

Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 

Zellkulturflasche Cell + 

Wachstumsoberfläche 25 cm2, 75 cm2
 

Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 

Zellkulturschale 100 x 20 mm Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen 

 

3.1.4 Geräte 

Tabelle 4: Eingesetzte Geräte 

Gerät Hersteller 

Absaughilfe VACUBOY   Integra Biosciences AG, Zizers, Schweiz 

Brutmaschine Modell 400 digital Brutmaschinen-Janeschitz GmbH, 

Hammelburg 
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CO2-Inkubator Heracell™ VIOS 160i Thermo Fisher Scienific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Digitales Mikroskop VHX-1000D Keyence, Osaka, Japan 

Fluoreszenzmikroskop Keyence BZ-

9000 

Keyence Deutschland GmbH, Neu-

Isenburg 

Gefrierschrank -20 °C Bosch, Gerlingen 

Heraeus® HERAfreeze® HFU 586 basic 

Gefrierschrank -80 °C 

Thermo Electron Corporation, 

Langenselbold 

Heraeus® HERASAFE® 

Sicherheitswerksbank 

Kendro Laboratory Products GmbH, 

Hanau 

HERAEUS® Megafuge® 1.0R Thermo Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Kryo Stickstofftank Locator 6 Plus  Thermo Scientific Fisher, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Kühlschrank 4 °C Robert Bosch GmbH, Gerlingen-

Schillehöhe 

Labor-Feinwaage Sartorius, Göttingen 

Lenovo® ThinkPad L560 Lenovo Deutschland GmbH, Stuttgart 

LUNA™ Auomated Cell Counter logos Biosystems, Gyeonggi-do, 

Südkorea 

Mikroskop Leica DFC 450C Leica Microsystems CMS GmbH, 

Wetzlar 

Mikroskop Leica TCS SP8 MP Leica Microsystems GmbH, Wetzlar 

Mikroskop Leitz Dialux 22 EB Ernst Leitz Wetzlar GmbH, Wetzlar 

MultiGourmet Dampfgarer Braun, Kronberg im Taunus 

Schlittenmikrotom Hn40 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar 

Thermoschüttler pro CellMedia GmbH & CO. KG, Zeitz 

Tissue Drying Oven TDO 60 MEDITE Medical GmbH, Burgdorf 

Tissue-Tek® TEC™ 5 Paraffin-
Arbeitsplatz 

Sakura Finetek Germany GmbH, 

Staufen 
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Tissue-Tek® VIP® Einbettauomat Sakura Finetek Germany GmbH, 

Staufen 

Vakuumpumpe Mini-Vac Power PEQLAB Biotechnologie GmbH, 

Erlangen 

Vortex VF2 IKA®-Werke GmbH & CO. KG, Staufen 

Wasserbad AquaLine AL18 LAUDA D. R. WOBSER GmbH & CO. 

KG, Lauda-Königshofen 

Zeiss Axioskop 2 Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena 

 

3.1.5 Antikörper 

Tabelle 5: Eingesetzte Primärantikörper mit Angabe der Spezies und Verdünnung für 

Immunfluoreszenz (IF)- oder Immunhistochemie (IHC)-Färbungen 

Primärantikörper Spezies Verdünnung (Anwendung) 

Alexa Fluor 594 anti-human CD 

14, Biolegend, San Diego, CA, 

USA 

Mouse monoclonal 1:800 (IF) 

Alexa Fluor™ 647 anti-human 

CD 31, Biolegend, San Diego, 

CA, USA 

Mouse monoclonal 1:4000 (IF) 

Alexa Fluor™ 647 Mouse IgG1, 

κ Isotype Ctrl (FC) Antibody, 

Biolegend, San Diego, CA, USA 

 

Mouse monoclonal 1:800 (IF) 

Anti-human CD31, Dako, Santa 

Clara, CA, USA 

Mouse monoclonal 1:50 (IF, IHC) 

Anti-human von-Willebrand-

Faktor, Dako, Santa Clara, CA, 

USA 

Rabbit polyklonal 1:1000 (IHC) 

Anti-human CD 133 Alexa 

Fluor™ 488-konjugiert, R&D 

Systems, Minneapolis, 

Minnesota, USA 

 

Mouse monoclonal 1:8000 (IF) 
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F(ab')2-Goat anti-Mouse IgG 

(H+L) CrossAdsorbed 

Secondary Antibody, Alexa 

Fluor™ 488-konjugiert, Thermo 

Fisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Goat polyklonal 1:200 (IF) 

Mouse IgG2a Isotype Control, 

Fluorescein, Thermo Fisher 

Scientific, Waltham, 

Massachusetts, USA 

Mouse monoclonal 1:8000 (IF) 

 

3.1.6 Lösungen 

Tabelle 6: Eingesetzte Lösungen 

Lösung Zusammensetzung 

70 % Ethanol 99,8 % Ethanol vergällt, verdünnt mit VE-

Wasser 

BSA-Lösung (Block-Lösung) 1 % BSA in DPBS 

Gelatine-Lösung 2 mg/ml in DPBS 

Kollagen-I-Lösung 0,05 mg/ml in DPBS 

 

3.1.7 Zusätze in Zellkulturmedien 

Tabelle 7: Eingesetzte Zusätze in Zellkulturmedien 

Medienzusatz Zusammensetzung 

Adenin-Lösung 1,215 g in 50 ml 0,2 M HCl gelöst 

bFGF (basic fibroblast growth factor) -

Lösung 

Stammlösung von 1,25 µg/ml: 25 µg/ml 

bFGF in TRIS-Puffer mit DPBS auf 

1,25-µg/ml verdünnt 

Choleratoxin 0,5 mg Choleratoxin in 595 µl H2O gelöst 



3. Material und Methoden 

 
27 

 

EGF (epidermal growth factor) 200 µg EGF in 20 ml H2O gelöst 

Hydrocortison-Lösung 1 mg Hydrocortison in 200 µl 99,8 % 

Ethanol und 2,3 ml H2O gelöst 

Natrium-Heparin-Lösung 50 mg/ml in Aqua dest. gelöst 

 

3.1.8 Zellkulturmedien 

ECFC-Kulturmedium: 500 ml EBM-2 

 + EGM-2 Single Quot Kit 

 + 20 % FCS 

  

Fibroblasten-Medium: 500 ml DMEM 

 + 10 % FCS 

 + 1 % P/S 

  

ECFC-Medium: 500 ml Endothelial Cell Growth Medium 

MV2 

 + 15 % FCS 

 + 1 % P/S 

 + 2,5 ng/ml bFGF-Lösung 

 + 10 µg/ml Na-Heparin-Lösung 

 + 28 mM HEPES 

  

FAD-Medium: 60 % DMEM 

 + 30 % DMEM/F-12 

 + 10 % FCS 

 + 1 % P/S 

 + 22 μg/ml Adenin-Lösung 

 + 7,4 ng/ml Choleratoxin 

 + 9 ng/ml EGF 

 + 36 ng/ml Hydrocortison-Lösung 

 + 5,4 μg/ml Insulin 
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Medium für Kryokonservierung: 50 ml FCS 

 + 10 % DMSO 

3.1.9 Primärzellen 

Tabelle 8: Eingesetzte Primärzellen 

Zelltyp Isolationsgewebe 

ECFC (engl. endothelial colony forming 

cells) 

Peripher-venöses Vollblut (human) 

Fibroblasten Mundschleimhaut (human) 

 

3.1.10 Computerprogramme 

Tabelle 9: Eingesetzte Software 

Name Hersteller 

BZ-II Viewer & Analyzer Keyence Deutschland GmbH, Neu-

Isenburg 

Fiji ImageJ open source Java image processing 

program 

LAS V4.9 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar 

Microsoft Power Point, Microsoft Word 

2019 

Microsoft Corporation, Redmond, 

Washington, USA 

 

3.2 Methoden 

3.2.1 Steriles Arbeiten 

Die Zellkulturarbeit fand stets unter sterilen Kautelen statt. Sämtliche Arbeitsschritte 

wurden unter der Verwendung von Nitrilhandschuhen und vorheriger Desinfektion mit 

Terralin liquid® unter einer Sicherheitswerkbank mit sterilem, laminarem Luftstrom 

durchgeführt. Die Zellkulturmedien und Medienzusätze wurden vor dem Gebrauch im 

Wasserbad (37 °C) erwärmt. Lediglich die histologischen Färbungen fanden unter 

nicht-sterilen Bedingungen statt. 
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3.2.2 Zellkultur 

Sämtliche im Folgenden erläuterten Experimente und Zellkultivierungen erfolgten 

unter Standardbedingungen (37,0 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit) im 

Inkubator.  

3.2.2.1 Beschichtung von Zellkulturgefäßen 

Für die Isolation und Kultivierung von endothelialen Progenitorzellen war eine 

Beschichtung der Oberfläche von Zellkulturplatten und -flaschen notwendig. Hierfür 

wurden je nach Arbeitsschritt verschiedene Lösungen verwendet.  

Zur Isolation von endothelialen Progenitorzellen aus peripher-venösem Blut wurden 

Wells einer 6-Well-Platte mit je 1 ml einer 50 µg/ml-haltigen Kollagen-I-Lösung 

beschichtet. Zum weiteren Auswachsen der endothelialen koloniebildenden Zellen 

(endothelial colony forming cells, ECFC) wurden Zellkulturflaschen größenabhängig 

mit einer 2 mg/ml-haltigen Gelatine-Lösung beschichtet (Tab. 10). Die Inkubation der 

Beschichtung erfolgte bei beiden Arbeitsschritten über über Nacht unter 

Standardbedingungen. Anschließend wurde der Überstand abgesaugt und einmalig 

mit DPBS gespült, bevor eine Besiedlung erfolgte. 

3.2.2.2 Medienwechsel und Passagieren der Zellen 

Zum Medienwechsel wurde zunächst das alte Medium abgesaugt. Es folgte das 

zweimalige Waschen mit DPBS. Abschließend wurde ein an das Kulturgefäß 

angepasstes Volumen frisches ECFC-Kulturmedium oder Fibroblasten-Medium 

hinzugegeben und weiter inkubiert (Tab. 10). 

Bei etwa 80-90 % Konfluenz wurden die Zellen gesplittet. Das Medium wurde 

abgesaugt und die Zellen mehrmals mit DPBS gewaschen. Zum Lösen der Zellen 

wurde je nach Größe der Kulturflasche und in Abhängigkeit der Zelllinie eine adäquate 

Menge einer Trypsin-EDTA-Lösung zugegeben (Tab. 10). Die Kulturflasche wurde für 

3 min inkubiert, um die optimale Enzymkinetik zu erreichen. Anschließend wurde das 

Ablösen der Zellen optisch kontrolliert. Die Reaktion wurde durch Zugabe des 

jeweiligen Zellkulturmediums gestoppt. Anschließend wurde die Suspension in ein 

steriles Reaktionsgefäß überführt und bei 300 g für 5 min zentrifugiert. Das 

zellverdauende Trypsin wurde so von den Zellen getrennt und konnte abgesaugt 
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werden. Das Zellpellet wurde in Zellmedium resuspendiert und, je nach vorheriger 

Zelldichte, verdünnt auf Kulturflaschen verteilt, eingefroren oder für anschließende 

Versuche verwendet. 

Tabelle 10: Volumina (Zellkulturmedium, Trypsin-, Gelatinelösung) für 

Zellkulturflaschen 

Zellflasche 

[cm2] 

Mediumvolumen 

[ml] 

Volumen 

Gelatinelösung 

[ml] 

Trypsin 

Fibroblasten 

[ml] 

Trypsin 1:5 

verdünnt 

ECFC [ml] 

25 5 2,5 0,5 0,25 

75 15 7,5 1,0 0,5 

175 25 12,5 2,5 1,0 

 

3.2.2.3 Kryokonservierung 

Das Ablösen der Zellen aus den Zellkulturflaschen erfolgte zunächst analog zu der 

vorab beschriebenen Methode (Kap. 3.2.2.2). Die Zellsuspension wurde bei 300 g für 

5 min zentrifugiert und der Überstand verworfen. Die Herstellung des Kryomediums 

erfolgte aus FCS mit 10 % DMSO. Auf das Zellpellet wurden 3,6 ml Kryomedium 

gegeben. Hiermit wurden die Zellen resuspendiert. Je 1,8 ml der Zellsuspension 

wurden auf zwei Kryoröhrchen pipettiert und zum Frieren in einen CoolCell®-LX 

gegeben. Es folgte die Kühlung bei -80 °C. Zur langfristigen Lagerung wurden die 

Röhrchen am Folgetag in flüssigen Stickstoff überführt. 

3.2.2.4 Auftauen und Kultivieren von Zellen 

Zum Auftauen wurden die Kryoröhrchen mit den Zellen für 2-5 min im 37 °C warmen 

Wasserbad inkubiert. Für Fibroblastenkulturen wurden 5 ml Fibroblasten-Medium, für 

Endothelzellkulturen 2 ml ECFC-Kulturmedium in serologische Pipetten aufgezogen. 

Durch mehrmaliges Aufziehen und Ablassen der Zellsuspension mit der Pipette 

wurden beide Lösungen in Mischung gebracht. Eine mit Gelatine beschichtete 25 cm2 

Kulturflasche wurde mit der Endothelzellsuspension und weiteren 3 ml ECFC-

Kulturmedium, eine 75 cm² Kulturflasche wurde mit der Fibroblastensuspension und 

weiteren 10 ml Fibroblasten-Medium bestückt. Es folgte die Inkubation für zunächst 24 
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h bis zum ersten Medienwechsel. Danach wurden die Kulturen unter 

Standardbedingungen weiter bis zur Konfluenz inkubiert. 

3.2.3 Isolation von Primärzellen 

Die Isolation von Primärzellen erfolgte anonymisiert und durch die Genehmigung der 

Ethikkommission der Landesärztekammer Rheinland-Pfalz (Antragsnummer: 2021-

15794_1). Zudem wurde für die Isolation der endothelialen, koloniebildenden Zellen 

(ECFC) von jedem Spender vorab eine Einverständniserklärung unterzeichnet. 

3.2.3.1 Fibroblastenisolation aus humaner Mundschleimhaut 

Die Gewebestücke der Mundschleimhaut wurden aus Überschussmaterial der Mund-

Kiefer-Gesichtschirurgie der Universitätsmedizin Mainz zur Verfügung gestellt und in 

Zellmedium transportiert. Die Desinfektion der Proben erfolgte zwei Mal für  

15-20 Sekunden in 70 % Ethanol. Danach wurde DPBS zugegeben und die Stücke in 

eine Zellkulturschale überführt. Das Bindegewebe wurde von der Epithelschicht 

getrennt und in ca. 1 mm2 große Stücke geschnitten. Das Epithel konnte verworfen 

werden. Sechs bis acht Gewebestücke wurden mit der glatten Schnittfläche nach 

unten und ohne Medium in je ein Well einer Corning-CellBIND®-Zellkulturplatte 

gesetzt. Die Zuschnitte trockneten für etwa 15-20 min im Well. Daraufhin wurden 1,5 

ml FAD-Medium je Well vorsichtig pipettiert, möglichst ohne die Gewebestücke zu 

lösen. Es folgten die Inkubation unter Standardbedingungen und der Medienwechsel 

alle drei Tage bis zum Auswachsen erster Zellen aus den Gewebestücken. Nach dem 

Auswachsen erster Zellen erfolgte die vollständige Umstellung auf Fibroblasten-

Medium und der Medienwechsel alle zwei Tage.  

Sobald eine Konfluenz von 90 % in einem Well erreicht war, wurden die Zellen mit  

0,5 ml/Well 2 % Trypsin gelöst. Die Reaktion wurde mit 2 ml Fibroblasten-Medium 

gestoppt und die Lösung in ein 15 ml-Reaktionsgefäß überführt. Es folgte die 

Zentrifugation bei 300 g für 5 min. Das Zellpellet wurde in 15 ml Fibroblasten-Medium 

resuspendiert, in eine 75 cm2 Zellkulturflasche überführt und weiter bis zur Konfluenz 

kultiviert. Für die Versuche wurden MSH-Fibroblasten bis einschließlich Passage 10 

verwendet. 
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3.2.3.2 Isolation von ECFC aus peripher-venösem Blut  

Die Isolation der endothelialen Stammzellen erfolgte aus dem peripher venösen Blut 

freiwilliger Spender. In der zunächst angewandten, in der Arbeitsgruppe etablierten 

Methode wurde die Blutprobe 1:1 mit DPBS verdünnt und die mononukleäre Zellphase 

isoliert. Hierbei konnte während einer Kulturdauer von sechs Wochen mikroskopisch 

keine Entstehung von Primärkulturen beobachtet werden.  

Als Modifikation wurde anschließend die Vollblutprobe ohne Verdünnung für die 

Isolation verwendet. Zunächst wurde in mehreren EDTA-Kalium-Monovetten ca. 54 ml 

peripher-venöses Blut von freiwilligen, erwachsenen Spendern gewonnen. Diese 

wiesen, soweit bekannt, keinerlei Vorerkrankungen auf. 50 ml Leucosep-Tubes 

wurden mit 15 ml Biocoll® Separating Solution befüllt und für 30 Sekunden zentrifugiert. 

Biocoll® hat eine Dichte von 1,077 g/l und wirkt bei der späteren 

Dichtegradientenzentrifugation als Separationsmittel. Nach der Zentrifugation befand 

sich das Separationsmittel unter der Polyethylenscheibe, auf welche nun 25 ml des 

Spenderblutes pipettiert wurden. Die Dichtegradientenzentrifugation erfolgte bei 754 g 

ohne Bremse für 30 min bei RT. Folgende Phasen konnten optisch differenziert 

werden: a. Blutplasma, b. Interphase aus mononukleären Zellen des peripheren Blutes 

(peripheral blood mononuclear cell, PBMC), c. Ficoll-Paque, d. Pellet aus 

Erythrozyten, Granulozyten und toten Zellen (Abb. 6). Mit Hilfe einer Pasteurpipette 

wurde die angereicherte PBMC-Fraktion in ein steriles Tube überführt und 1:1 mit 

DPBS verdünnt. Die Lösung wurde mit 535 g für 10 min bei RT zentrifugiert, der 

Überstand verworfen und das Zellpellet erneut mit 15 ml DPBS resuspendiert. Die 

beschriebenen Zentrifugationsschritte wurden wiederholt bis ein klarer Überstand 

entstand. Dieser konnte ebenfalls verworfen werden. Das Zellpellet wurde in 24 ml 

ECFC-Kulturmedium pro Reaktionsgefäß gelöst. In mit Kollagen-I-Lösung 

beschichtete 6-Well-Platten wurden 4 ml Zellsuspension pro Well gegeben und 

standardisiert inkubiert.  

Der Medienwechsel erfolgte in der ersten Woche täglich mit einem Waschschritt  

mit DPBS + 3 % FCS, danach alle zwei bis drei Tage. Die Wells wurden alle zwei Tage 

unter dem Mikroskop auf Kolonien aus ECFC untersucht. Sobald Kolonien aus ECFC 

sichtbar wurden, stellte man diese schrittweise auf ECFC-Medium um. Bedeckte eine 

Kolonie etwa 50 % eines Wells, wurde sie mit 300 µl einer 0,25 %-igen Trypsinlösung 
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für 30 s gelöst. Die Reaktion wurde mit 1 ml ECFC-Medium gestoppt und die 

Zellsuspension bei 300 g für 5 min zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und 

die resuspendierten Zellen in einer mit Gelatine beschichteten 25 cm2 Zellkulturflasche 

ausgesiedelt. Es folgte die weitere Kultur unter Standardbedingungen und ein 

Medienwechsel alle 2-3 Tage bis zur Konfluenz. Für die Versuche wurden lediglich 

ECFC von Passage zwei bis einschließlich fünf verwendet. Aufgetaute ECFC wurden 

für die Experimente nicht gebraucht. 

 

Abbildung 6: Zellphasen vor und nach Zentrifugation  

Primärzellisolation aus peripher venösem Blut. A: Blutplasma, B: mononukleäre Zellen 
(PBMC), C: Ficoll-Paque, D: Erythrozyten, Granulozyten, Zellreste, E: Vollblut. Das (*) 
kennzeichnet die Trennscheibe aus Polyethylen. Für die weitere Zellkultur wurde lediglich die 
PBMC-Phase verwendet. 

3.2.4 Endothelzellphänotypisierung 

Zur Bestimmung des Phänotypes der aus dem Vollblut isolierten Endothelzellen 

wurden Fluoreszenzfärbungen mit Primärantikörpern spezifisch für CD14, CD31 und 

CD133 sowie den entsprechenden Isotypkontrollen durchgeführt. Hierfür wurden 

zunächst 120.000 ausgewachsene ECFC/Well für sechs Tage in eine 6-Well-Platte 

ausgesiedelt und unter Zugabe von 1,5 ml ECFC-Kulturmedium inkubiert.  

Nach dem Inkubationszeitraum wurde das Medium abgezogen und die Zellen mit 

ROTI®-Histofix für 1 h bei 4 °C fixiert. Danach wurden die Zellen mit je 1,5 ml 

DPBS/Well gewaschen. Für die Färbungen wurden die Antikörper ihrer jeweiligen 

Verdünnung entsprechend (Tab. 5) in insgesamt 5 ml DPBS verdünnt. Pro Well wurde 

1 ml der DPBS-Antikörper-Lösung pipettiert. Das gleiche Verfahren wurde für die 
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Isotypkontrolle in einem separaten Well durchgeführt. Es folgte die Inkubation für 30 

min unter Standardbedingungen. Vor der Betrachtung unter dem Fluoreszenz-

mikroskop Leica TCS SP8 wurde die Antikörperlösung entfernt und 1 ml frisches 

DPBS/Well hinzugefügt. Als Positivkontrolle wurden mikrovaskuläre Endothelzellen 

der männlichen Vorhaut (human dermal microvascular endothelial cells, HDMEC) 

mitgeführt. 

3.2.5 Erstellen einer Ko-Kultur auf einer Kollagenmatrix 

Fibroblasten der Mundschleimhaut wurden 24 h vor den geplanten Versuchen auf 

ECFC-Medium umgestellt. Pro Membran werden 5,6x104 Fibroblasten in 200 µl ECFC-

Medium benötigt. Diese wurden analog zu dem Ablauf des Passagierens aus der 

Kultur gelöst. Nach dem Resuspendieren wurde die absolute Zellzahl im Zählautomat 

ermittelt. Die Kollagenmatrix (Geistlich Bio-Gide®) wurde als 6 mm großer Punch 

ausgestanzt. Die Membran beinhaltet eine zellokklusive und eine poröse Seite. Zur 

weiteren Bearbeitung lag die poröse Seite oben. Gekennzeichnet wurde sie durch 

einen Einschnitt unten links. Die Membranen wurden in einer 96-Well-Platte platziert 

und das adäquate Volumen der Fibroblastensuspension hierauf pipettiert. Nach einer 

Inkubationszeit der mit Fibroblasten bestückten Membranen von 24 h erfolgte der 

zweite Besiedlungsschritt. Die ECFC wurden geerntet und die Zellzahl am 

Zählautomaten bestimmt. Die Membranen vom Vortag wurden in ein neues Well der 

96-Well-Platte überführt. Zur Besiedlung wurden pro Membran 1,12x105 ECFC in 200 

µl ECFC-Medium gelöst und auf die Membranen pipettiert. Abhängig vom 

Versuchsablauf folgte eine Inkubation der Ko-Kulturen für insgesamt 3 h oder 14 Tage. 

Die Bio-Gide-Membranen der 14-tägigen Ko-Kultur wurden nach den ersten 24 h der 

Inkubation in eine neue 24-Well-Platte umgesetzt. Unter Zugabe von 1 ml ECFC-

Medium erfolgte die weitere Inkubation unter Standardbedingungen. Ein 

Medienwechsel erfolgte alle zwei bis drei Tage. 

3.2.6 CD31-Immunfluoreszenzfärbung 

Die Immunfluoreszenzfärbung mit dem Primärantikörper CD31 erfolgte über zwei 

Tage. Am ersten Tag wurden die fixierten Membranen bei RT für 10 min in den 

Thermoschüttler bei 300 rpm gestellt und drei Mal mit 1 ml DPBS gewaschen. Zum 

Permeabilisieren wurde pro Membran 1 ml 0,2 % Triton™-X 100 zugegeben und für 
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20 min inkubiert. Es folgten drei Waschungen mit DPBS im Schüttler für je 10 min. Der 

Primärantikörper wurde 1:50 in DPBS mit 1 % BSA verdünnt. Je 200 µl der Lösung 

wurden auf die Membranen gegeben und zunächst für 2 h bei RT, anschließend bei 4 

°C über Nacht auf dem Thermoschüttler inkubiert.  

Am folgenden Tag wurde dreimalig für je 10 min mit 1 ml DBPS gewaschen. Als 

Sekundärantikörper wurde ein polyklonaler F(ab')2-Goat-anti-Mouse-IgG-Antikörper 

gekoppelt an Alexa Fluor™ 488 verwendet. Dieser wurde 1:200 in DBPS mit 1 % BSA 

verdünnt. Auf die Membranen wurden 200 µl der Lösung gegeben. Die Inkubation der 

Membranen erfolgte für 2 h bei RT in Dunkelheit, ebenso wie das letztmalige dreifache 

Waschen für je 10 min mit DPBS. Bis zur Betrachtung der Membranen unter dem 

Konfokalmikroskop konnten diese in 1 ml DPBS bei 4 °C und in Dunkelheit gelagert 

werden. 

3.2.7 Chorioallantoismembran-Modell (CAM-Modell) 

Das CAM-Modell stellt eine weit verbreitete Methode zur Untersuchung der 

Angiogenese dar (117). Die Entwicklung eines Hühnerembryos nimmt insgesamt 21 

Tage in Anspruch (118). Beginnend mit Tag drei entsteht die Chorioallantoismembran 

(CAM) durch eine Fusion von Anteilen der Allantois und des Chorions. Sie bildet eine 

gefäßdichte, extraembryonale Struktur mit der höchsten Wachstumsrate bis zum 11. 

Tag und mit der größten Ausdehnung am 14. Embryonaltag (119, 120). Die CAM ist 

an der Atmung des Hühnerembryos, am Gasaustausch, der Knochenmineralisierung 

und der Verwertung von Stoffwechselendprodukten beteiligt (121). Als vorteilhaft 

gegenüber anderen in vivo-Methoden hervorzuheben ist die leichte Anwendbarkeit bei 

gleichzeitig geringem Kosten- und administrativem Aufwand. Darüber hinaus prägt der 

Hühnerembryo lange Zeit kein eigenes Immunsystem aus (119). Eine Immunantwort 

auf die xenogenen Weichgewebeäquivalente war in diesen Versuchen daher nicht zu 

erwarten. 

3.2.7.1 Bestückung der CAM mit vorkultivierten Bio-Gide®-Membranen 

Die befruchteten Hühnereier Leghorn sind vom Geflügelvermehrbetrieb LSL Rhein-

Main zur Verfügung gestellt worden. Vor dem Beginn der Versuche wurde die Eischale 

mit einer 70 % Ethanollösung gesäubert und auf Beschädigungen hin untersucht. 

Anschließend konnten die Eier in dunkler Umgebung für bis zu fünf Tage gelagert 
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werden. Zu Beginn der Versuche erfolgte die Inkubation für drei Tage in Querlage im 

Brutautomaten; die Oberseite wurde markiert. Die Temperatur betrug hierbei 38,5 °C 

bei einer relativen Luftfeuchtigkeit von 60 %. Am dritten Entwicklungstag wurden 8 bis 

10 ml Eiklar am spitzen Eipol mit einer sterilen Kanüle in eine 5 ml Spritze aufgezogen. 

Hierbei war auf ein möglichst senkrechtes Einstechen in Bezug zum Ei zu achten, um 

den Embryo und die CAM-Strukturen zu schonen. Die Öffnung der Eierschale wurde 

mit Leukosilk® verschlossen. Zusätzlich wurden zwei überlappende Streifen Leukosilk® 

auf die Oberseite des Eis aufgebracht (Abb. 7a). Dies verhinderte das Herunterfallen 

von Eischale auf die CAM beim späteren Aufschneiden. Es folgte die weitere 

Inkubation. Am vierten Embryonaltag wurde in die Oberseite des Eis mit einer sterilen 

Schere ein ca. 1-2 cm großes ovales Fenster geschnitten (Abb. 7b). Am Rand der 

CAM, an der zur Luftkammer gegenüberliegenden Seite, wurde in die Ramifikation von 

kleinen Gefäßen die vorkultivierte Bio-Gide®-Membran platziert und leicht angedrückt 

(Abb.7c). Die poröse, mit der Ko-Kultur bestückte Äquivalentseite hatte hierbei direkten 

Kontakt zur CAM. Das ovale Fenster wurde durch Parafilm möglichst luftdicht 

verschlossen und die Eier weiter inkubiert. Die Exzision der besiedelten Membranen 

mitsamt umliegender CAM erfolgte an fünf aufeinanderfolgenden Tagen (Abb. 7d). 

Diese entsprachen den Embryonalentwicklungstagen fünf bis neun. Täglich wurden 

die Eier optisch auf Kontaminationen oder abgestorbene Embryonen untersucht. 

Betroffene Eier wurden verworfen. 
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Abbildung 7: Präparationsphasen des CAM-Modells 

(a) Entwicklungstag (ET) 3: Vorbereitung des Hühnereis auf die Präparation; der rote Punkt 
kennzeichnet die Oberseite während der Bebrütung; (b) Blick auf CAM nach erfolgter 
Präparation an ET 4; (c) mit Parafilm verschlossenes Blickfenster nach Platzierung der 
besiedelten Membran an ET 4, schwarzer Pfeil deutet auf Bio-Gide®-Membran; (d) Blick auf 
die CAM mit vitalem Hühnerembryo unten rechts innerhalb des Präparationsfensters, der 
schwarze Pfeil zeigt auf ein Weichgewebe-Äquivalent an ET 9. 

3.2.8 Histologische und immunhistochemische Färbungen des explantierten 

Präparates 

3.2.8.1 Fixierung der Weichgewebe-Äquivalente und Herstellung von Paraffinschnitten 

Die Präparate bestehend aus Bio-Gide®-Membran und umgebender CAM wurden 

vorsichtig auf Tissue-Tek®-Einbettpapier ausgebreitet und das Papier eingeschlagen. 

Die Präparate wurden anschließend in eine Einbettkassette gelegt und für 1 h in 

ROTI®Histofix fixiert. Bis zum Einbetten konnten die Gewebeproben in DPBS im 

Kühlraum bei 4 °C gelagert werden.  

Das Einbetten in Paraffin wurde im histologischen Labor der Hautklinik der 

Universitätsmedizin Mainz am Tissue-Tek® VIP Einbettautomaten durchgeführt. In 

einem automatisierten Verfahren wurde eine aufsteigende Alkoholreihe durchlaufen 

(Tab. 11). Zuletzt wurden die Präparate am Tissue-Tek® TEC 5™ Paraffin-Arbeitsplatz 

mit Paraffin blockartig ausgegossen.  
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Tabelle 11: Aufsteigende Alkoholreihe des Tissue-Tek®-Einbettautomaten 

 

Das Schneiden der Paraffinblöcke erfolgte senkrecht zur porösen und okklusiven 

Membranseite am Schlittenmikrotom. Die Schnittstärke betrug 6 µm. Die Schnitte 

wurden danach direkt auf Objektträger überführt. 

3.2.8.2 Immunhistochemische Färbung von Paraffinschnitten 

Die Immunhistochemie dient der Detektion von Antigenen in Gewebeschnitten. 

Zunächst wurden die Präparateschnitte auf den Objektträgern in ein 50 °C heißes 

Wasserbad gesetzt und bei 60 °C für 1-2 h erhitzt. Es folgte das Überführen in ein 

wässriges Milieu und die Entparaffinisierung. Hierfür wurden die Objektträger in einen 

Glasträger eingesetzt und in einer absteigenden alkoholischen Reihe inkubiert (Tab. 

12). Zur Hitzedesmaskierung wurde Target Retrieval pH 9 (high Puffer) 1:10 in 

vollentsalzenem Wasser (VE-Wasser) verdünnt verwendet. Die Küvette mit den 

Objektträgern wurde mit der Lösung bedeckt und für 10 min in dem vorgeheizten 

Dampfgarer platziert. Anschließend kühlten die Objektträger in der Pufferlösung für 20-

30 min auf RT ab. Die abgekühlten Präparate wurden zweimalig mit VE-Wasser 

gespült und in eine feuchte Kammer gelegt. Zur Begrenzung und Identifikation wurde 

das Präparat mit einem Fettstift umrandet. Zur Blockierung der endogenen Peroxidase 

wurden je 150 µl einer 3 %igen Wasserstoffperoxid-Stocklösung auf die Präparate 

aufgetragen und für 10 min in der feuchten Kammer inkubiert. Anschließend wurde 

zweimalig mit VE-Wasser gespült und die Präparate in DPBS überführt. Um 

unspezifischen Antikörper-Antigen-Bindungen vorzubeugen, wurden die Schnitte mit 
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100 µl einer 1 %igen Lösung aus BSA in DPBS für 1 h bei RT in der geschlossenen 

Kammer inkubiert. Es folgte das zweimalige Spülen mit VE-Wasser.  

Für die Immunhistologie wurden folgende Primärantikörper und Konzentrationen 

verwendet: CD-31 1:50 und vWF 1:1000. Je nach Größe des Präparates wurden diese 

mit 50 bis 100 µl der Antikörperlösung versetzt und in der feuchten Kammer bei 4 °C 

über Nacht inkubiert. Parallel wurde stets eine Negativkontrolle mitgeführt, welche nur 

mit Antibody Diluent inkubiert wurde.  

Tabelle 12: Absteigende alkoholische Reihe 

Substanz Zyklus Dauer (min) 

Xylol 3 10 

100 % Ethanol 2 2 

96 %   Ethanol 2 2 

70 %   Ethanol 1 2 

Aqua dest. 1 1 

 

Nach dreimaligem Waschen mit DPBS für je 2 min erfolgte die Inkubation mit der 

Sekundärantikörperlösung Dako Real™ EnVision™ bei RT für mindestens 30 min. Die 

Schnitte wurden anschließend dreimalig mit DPBS für je 2 min gewaschen. Für die 

DAB-Färbung wurde das Reagenz stets frisch angesetzt. Die DAB-Lösung wurde 

hierfür 1:50 in DAB-Puffer verdünnt. Pro Objektträger wurden 100 µl der DAB-Lösung 

aufgetropft und für 5 min inkubiert. Es folgten drei Waschschritte mit Aqua dest. für je 

2 min. Zuletzt erfolgte die Färbung mit Mayers Hämalaun für 10 min und das 

anschließende Bläuen für weitere 10 min unter fließendem Leitungswasser zur 

Darstellung der Zellkerne. Die Objektträger wurden einmal mit VE-Wasser gespült. Es 

folgte die Entwässerung in der aufsteigenden Alkoholreihe (Tab. 13) und das 

Eindecken der Präparate mit Mikroskopier-Einschlussmittel. 
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Tabelle 13: Aufsteigende alkoholische Reihe 

Substanz Zyklus Dauer (min) 

70 %   Ethanol 2 2 

96 %   Ethanol 1 2 

100 % Ethanol 2 2 

Xylol 3 5 

 

3.2.8.3 HE-Färbung 

Zunächst wurden die Objektträger in eine Glasküvette eingesetzt und in einer 

absteigenden Alkoholreihe (Tab. 12) entparaffinisiert. Nach dem letzten Alkoholschritt 

wurde mit Aqua dest. gespült. Es folgte die Färbung mit Mayers Hämalaun für 10 min. 

Danach wurden die Schnitte unter fließendem Leitungswasser für 10 min gebläut und 

einmalig mit VE-Wasser gespült. Die Färbung mit Eosin erfolgte für maximal 1 min, 

anschließend wurde einmalig mit Aqua dest. und 70 % Ethanol gespült. Es folgte die 

aufsteigende Alkoholreihe (Tab. 13) zum Entwässern der Schnitte. Zum Eindeckeln 

der Objektträger wurde Mikroskopier-Einschlussmittel verwendet.  

3.2.9 Mikroskopische Aufnahmen 

Zur Auswertung der Immunfluoreszenzfärbung, der histologischen Färbung und der 

Immunhistochemie, sowie zur Betrachtung der ko-kultivierten Bio-Gide®-Membranen 

auf der CAM wurden mikroskopische Aufnahmen angefertigt. Das CAM-Modell wurde 

digitalmikroskopisch betrachtet. Die Immunfluoreszenzfärbungen wurden am 

Konfokalmikroskop, die immunhistochemischen Färbungen wurden lichtmikroskopisch 

ausgewertet.  
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4. Ergebnisse 

4.1 Isolation endothelialer Progenitorzellen 

Unmittelbar nach der Isolation der mononukleären Zellphase zeigte sich mikroskopisch 

eine große Anzahl unspezifischer Zellen. Diese stellten sich nur teilweise ädhärent dar. 

Nach etwa einer Woche veränderte sich die Zellmorphologie hin zu langgestreckten, 

spindelförmigen Zellkörpern (Abb. 8). Durch die täglichen Waschschritte war die 

Anzahl der Zellen im Vergleich zum Beginn der Isolation deutlich verringert. Die 

Erzeugung einer Primärkultur gelang schließlich bei etwa 65% (11 von 17) der Spender 

innerhalb von 9-25 Tagen. Zunächst war stets eine abgegrenzte Kolonie zu erkennen, 

aus welcher sich endotheliale Primärkulturen mit typischem kopfsteinpflasterartigem 

Aussehen entwickelten (Abb. 8).  

 

Abbildung 8: EPC-Genese nach Isolation 

Die Abbildungen zeigen exemplarisch die Zellen (a) 24h nach der Isolation aus der 
mononukleären Zellphase; (b) eine Woche nach der Isolation mit langgestreckten, 
spindelförmigen Zellkörpern der early outgrowth endothelial cells; (c) nach etwa 10 Tagen mit 
abgegrenzter Kolonie bestehend aus ECFC; (d) eine Kolonie nach etwa 13 Tagen; (e) ECFC 
bei Konfluenz. Die Aufnahmen wurden lichtmikroskopisch mit 100-facher Vergrößerung 
aufgenommen. 

Nicht alle der isolierten ECFC waren für anschließende Versuche geeignet. Gemäß 

etabliertem Protokoll wurde eine 2%-ige Trypsinlösung verwendet. Mit dieser Methode 

konnten die Zellen zwar erfolgreich abgelöst werden, jedoch stellten sich vermehrt 



4. Ergebnisse 

 
42 

 

dysmorphe Zellen bereits in Passage eins dar und die Zellteilung stagnierte nach dem 

Ablösen (Abb. 9). Diese Zellen wurden verworfen und nicht für weitere Versuche 

benutzt. Weiterhin waren die Primärzellen in den Wells bereits wenige Sekunden nach 

der Zugabe des Trypsins vollständig gelöst, wodurch sich die Inkubationszeit mit der 

2%-igen Trypsinlösung nicht angemessen steuern ließ. 

Es folgten Ablösungsversuche mit 0,25%-igem Trypsin, Versene oder Accutase. Unter 

der Verwendung von Versene beziehungsweise Accutase konnten die Primärkulturen 

nicht aus den Wells gelöst werden. Die Verwendung der 0,25%-igen Trypsinlösung 

stellte sich als am zuverlässigsten in Bezug auf eine typische Zellmorphologie und ein 

weiteres Zellwachstum nach dem Ablösen der Primärkulturen heraus und wurde in 

dieser Arbeit verwendet.    

 

Abbildung 9: Morphologisch veränderte ECFC nach in vitro-Kultivierung 

 

4.2 Phänotypisierung der endothelialen Primärkulturen 

Zur Bestimmung des Phänotypes der Primärkulturen aus dem Vollblut wurde nach der 

Isolation exemplarisch eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. CD31 wurde als 

Endothelzellmarker, CD14 als Marker für Makrophagen und Monozyten und CD133 

als Marker für endotheliale Progenitorzellen der hämatopoetischen Reihe verwendet. 

Die endothelialen, kolonieformenden Endothelzellen (ECFC) sowie als Positivkontrolle 

Endothelzellen aus der männlichen Vorhaut (HDMEC) wurden hierfür in ein Well einer 

6-Well-Platte überführt. Die Primärkultur aus dem Vollblut zeigte sich unter dem 

Konfokalmikroskop positiv für CD31, ebenso wie die Positivkontrolle (Abb. 10). Eine 
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etwas stärkere Färbung konnte bei der Kontrolle beobachtet werden. Die Färbungen 

für CD14 und CD133 zeigten sich negativ. 

 

Abbildung 10: Ausschnitte der ECFC-Charakterisierung 

Dargestellt sind Fluoreszenzfärbungen von ECFC (Abb. 10a-c) durch verschiedene Antikörper 
im Vergleich zur jeweiligen Positivkontrolle (Abb. 10d-f), für welche HDMEC verwendet 
wurden. Die Aufnahmen erfolgten unter dem Konfokalmikroskop: a.+d.) CD31-Antikörper, 
Wellenlänge 638 nm, b.+e.) CD14-Antikörper, Wellenlänge 638 nm, c.+f.) CD133-Antikörper, 
Wellenlänge 488 nm. 

4.3 Nachweis prävaskulärer Strukturen innerhalb der Kollagenmatrix (Bio-

Gide®-Membran) 

In der Immunfluoreszenzfärbung des Oberflächenmarkers CD31 wurde die 

Entstehung von Gefäßstrukturen nach verschiedenen Kulturdauern auf Bio-Gide-

Membranen, welche mit einer Ko-Kultur aus MSH-Fibroblasten und ECFC besiedelt 

wurden, untersucht. In einem ersten Ansatz wurden die ECFC 24 h nach den MSH-

Fibroblasten auf die Bio-Gide-Membran gegeben. Die Inkubation der Ko-Kultur 

erfolgte für 3 h. Danach wurden die Membranen fixiert und die Endothelzellen mittels 

Färbungen von CD31-Antikörpern dargestellt. Eine Visualisierung der 

Antikörperfärbung erfolgte mittels konfokaler Fluoreszenzmikroskopie. Bei der 

Betrachtung dreier Ansätze unter dem Konfokalmikroskop zeigte sich eine 

regelmäßige Verteilung der ECFC auf der gesamten Membran (Abb. 11). Wie aufgrund 
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der kurzen Kulturdauer zu erwarten war, zeigten sich keine gefäßähnlichen Strukturen. 

Eine Anhäufung der endothelialen Progenitorzellen in einzelnen Bereichen der 

Membranen konnte nicht festgestellt werden, auch größere Besiedlungslücken auf den 

Membranen traten nicht auf. 

 

Abbildung 11: Verteilung der ECFC auf der Bio-Gide®-Membran  

Dreistündige Ko-Kultur und anschließende Immunfluoreszenzfärbung von CD31. (a) 
Exemplarische Totalaufnahme. (b) vergrößerter Ausschnitt der Abbildung a. Der Einschnitt zur 
Markierung der porösen Membranfläche befindet sich in der Abbildung (a) unten rechts. Die 
Aufnahme erfolgte an einem Konfokalmikroskop. 

Die 14-tägige Kokultur zeigte in drei Ansätzen zuverlässig und spenderunabhängig die 

Entstehung prävaskulärer Strukturen. Diese zeigten sich glattwandig begrenzt. Eine 

deutlichere Ausbildung der kapillarähnlichen Strukturen erfolgte am Rand der 

Membran (Abb. 12) In diesem Bereich waren zahlreiche Verzweigungen und größere 

Diameter der mikrovaskulären Strukturen objektivierbar. Ebenso zeigte sich eine 

ringförmige Organisation, sowie eine Konfluenz der Strukturen in Richtung Zentrum 

der Membran. Die CD31-positiven Strukturen im Zentrum der Membran verliefen 

zumeist linear, erschienen weniger stark verzweigt und hatten einen geringeren 

Durchmesser. Einige prävaskuläre Strukturen zeigten blinde Enden. In einem 

Versuchsdurchlauf zeigten die Endothelzellen filopodienartige Ausläufer, wie sie auch 

während der Angiogenese beschrieben werden. Einzelne Zellen wie im dreistündigen 

Versuchsdurchlauf konnten nur vereinzelt angefärbt werden. Die gemessenen 

Gefäßdurchmesser lagen zwischen 5 und 25 µm (Abb. 12).
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Abbildung 12: Nachweis mikrovaskulärer Strukturen innerhalb von über 14 Tagen ko-
kultivierten Bio-Gide®-Membranen   
Der Nachweis erfolgte mittels Immunfluoreszenzfärbungen des Endothelzellmarkers CD31. 
Die Aufnahmen erfolgten mit dem Konfokalmikroskop. (a) Dargestellt ist eine exemplarische 
Totalaufnahme einer prävaskularisierten Bio-Gide®-Membran. (b) Dargestellt ist ein Ausschnitt 
eines verzweigten, prävaskularisierten Bereiches. Der Bereich innerhalb der weißen 
Markierung wird in Abb. 12c dargestellt. (c) Gezeigt wird ein vergrößerter Ausschnitt aus b. 
Der weiße Balken stellt den Durchmesser einer mikrovaskulären Struktur dar. Die Balkenlänge 
beträgt ca. 25 µm. 

4.4 Entwicklung der besiedelten Membranen innerhalb des CAM-Modells 

Nachdem die vorkultivierten Bio-Gide®-Membranen auf die Chorioallantoismembran 

(CAM) übersiedelt wurden, wurde die Entwicklung des Konstruktes in ovo unter dem 

Digitalmikroskop dokumentiert. Ziel war es, eine Integration in die CAM und einen 

Blutfluss innerhalb der Membran zu dokumentieren. Es wurden jeweils drei 

unabhängige Spender je Versuchsaufbau an den Embryonaltagen fünf bis neun (5 

Besiedlungstage) untersucht. Pro Versuchstag und Spender konnten ein bis zwei 

Membranen dokumentiert werden. 

Im CAM-Modell mit für drei Stunden ko-kultivierten Membranen zeigte sich 

digitalmikroskopisch keine signifikante Veränderung der Membran zwischen 

Besiedlungstag eins und fünf (Abb. 13). Optisch war weder eine Veränderung der 

Membranbeschaffenheit, noch das Vorhandensein von Erythrozyten innerhalb der 

Membran objektivierbar. Im Vergleich zur mitgeführten Kontrolle, einer äquilibrierten, 

unbesiedelten Membran, stellten sich die besiedelten Membranen gleich dar. Ebenso 

flottierten die Membranen auch am 5. Besiedlungstag noch frei auf der CAM.  

Die Weichgewebeäquivalente mit 14-tägiger Vorbesiedlung mit ECFC und MSH-

Fibroblasten zeigten bei fast allen Spendern optische Veränderungen etwa ab dem 



4. Ergebnisse 

 
46 

 

zweiten bis dritten Besiedlungstag (Abb. 13). Die Membran verlor ihre Opazität und 

erhielt ein gallertartiges Aussehen. Hierbei blieb die ursprüngliche Membrangröße 

gleich. Auch schien sich die Dicke der Membran nicht zu verändern. Eine 

Positionsänderung, abseits des regulären Wachstums der CAM, konnte im Vergleich 

zur dreistündigen Kokultur nicht dokumentiert werden. Die vorkultivierte Bio-Gide®-

Membran schien bereits ab dem ersten Besiedlungstag mit der 

Chorioallantoismembran verbunden zu sein. Bei der Kontrollmembran konnte diese 

Beobachtung nicht gemacht werden.  

 

Abbildung 13: Besiedelte Membranen im in ovo CAM-Modell.  

Dargestellt sind Bio-Gide®-Membranen auf der CAM an den Besiedlungstagen 1, 3 und 5. Die 
linke Spalte zeigt die Membranen der dreistündigen Kokultur, rechts die Membranen nach 14-
tägiger Kokultur. Eingekreist sind jeweils die Bio-Gide®-Membranen. Die zellokklusive Seite 
zeigt in den Aufnahmen jeweils nach oben. Aufnahmen in 200-facher Vergrößerung unter dem 
Digitalmikroskop. 
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Zur Untersuchung der vaskulären Integration erfolgten Aufnahmen in 150-facher und 

200-facher Vergrößerung im Randbereich der besiedelten Membranen (Abb. 14). Die 

Darstellung der Gefäße im Grenzbereich zeigte keinerlei Unterschiede zur 

mitgeführten Kontrolle. Die Gefäßdichte und die Gefäßverzweigungen stellten sich 

optisch gleich dar. Es konnte keine verstärkte Vaskularisierung oder ein Einwachsen 

bzw. Überwachsen der Membran durch die CAM dokumentiert werden. Um die 

Angiogenese genauer untersuchen zu können, wurden histologische Präparate 

angefertigt. 

 

Abbildung 14: Grenzbereich zwischen den Gewebeäquivalenten bzw. der Kontrolle und 
der CAM 
Im Vergleich sind vorkultivierte Bio-Gide®-Membranen der Besiedlungstage eins (obere 
Bildreihe) und fünf (untere Bildreihe) im CAM-Modell dargestellt. (a, b) Gezeigt werden über 
drei Stunden ko-kultivierte Äquivalente. (c, d) Gezeigt sind über 14 Tage ko-kultivierte 
Äquivalente. (e, f) Eine äquilibrierte Kontrollmembran wurde ebenfalls nach fünf 
Besiedlungstagen betrachtet. Die Aufnahmen erfolgten unter dem Digitalmikroskop in 200-
facher und 150-facher Vergrößerung. 

4.5 Angiogenese bei Inkubation im CAM-Modell 

Zur Untersuchung der Angiogenese nach der in vivo-Kultivierung wurden 

immunhistochemische und HE-Färbungen der Membranen verschiedener 

Versuchsdurchläufe angefertigt. Der Nachweis von Endothelzellen erfolgte durch 

Färbungen von CD31 und von-Willebrand-Faktor. Beide Proteine werden von 

Endothelzellen exprimiert. Für jeden Versuchstag wurden bei jedem Spender 

mindestens drei Membranen fixiert. Die histologischen und immunhistochemischen 

Untersuchungen erfolgten nicht an allen Membranen, sondern exemplarisch. Die 

Auswahl erfolgte zufällig. Es wurden Schnitte von 40 verschiedenen Membranen mit 
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zuvor erfolgter 14-tägiger Ko-Kultur und 33 verschiedene Membranen mit vorab 3-

stündiger Ko-Kultivierung untersucht. Im CAM-Modell konnten für die über drei 

Stunden vorkultivierten Membranen drei Versuchsreihen durchgeführt werden, für die 

über 14 Tage vorkultivierten Membranen vier Versuchsdurchgänge.  

Es erfolgten außerdem immunhistochemische Färbungen von alpha-smooth muscle 

actin, um die Reifung der Gefäße darzustellen (nicht dargestellt). Da es hierbei zu einer 

starken Hintergrundfärbung und zu unspezifischen Bindungen der Antikörper an 

aviärem Gewebe kam, konnte keine Aussage bezüglich des Gefäßstatus abgeleitet 

werden. Die Färbungen wurden nicht in die Betrachtungen eingebunden. 

Die dreistündige Ko-Kultur zeigte in allen Versuchsdurchläufen nach der in vivo-

Kultivierung einen schmalen Saum aus CD31-positiven Zellen auf der porösen Seite 

der Bio-Gide®-Membran. In der Vergrößerung war dieser am ehesten als Monolayer 

aus Endothelzellen zu erkennen (Abb. 15). Ein Einwandern der Zellen in die Membran 

konnte nicht nachgewiesen werden. Ebenso zeigte sich keine Organisation der Zellen 

zu vaskulären Strukturen.  

In der immunhistologischen Färbung des von-Willebrand-Faktors konnten die 

Beobachtungen aus den immunhistochemischen Färbungen von CD31 bestätigt 

werden, wenngleich sich die Färbungen bei einigen Proben schwächer darstellten 

(Abb. 15).  
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Abbildung 15: Endothelialer Monolayer nach in vivo CAM-Modell.  

Die Bio-Gide®-Membranen wurden vor Überführung auf die CAM in vitro über 3 Stunden ko-
kultiviert. Die Besiedlung erfolgte auf der porösen Seite der Membran mit ECFC und MSH-
Fibroblasten. Die poröse Seite hatte direkten Kontakt zur CAM. In den Abbildungen befindet 
sich die poröse Seite oben. Zur immunhistochemischen Färbung wurden Antikörper spezifisch 
für die Endothelzellmarker CD31 und vWF verwendet. Die schwarzen Pfeile deuten auf 
Endothelzellen im Bereich des Monolayers. 200-fache Vergrößerung, Aufnahme am 
Lichtmikroskop. Die Maßbalken bilden jeweils eine Länge von 30 µm ab. 



4. Ergebnisse 

 
50 

 

Die 14-tägige Ko-Kultur zeigte mikroskopisch bereits ab Tag eins der Besiedlung auf 

dem CAM-Modell CD31-positive Anschnitte von ringförmigen Bereichen (Abb. 16). 

Diese entsprechen tendenziell den bereits vor den in vivo-Versuchen in der 

Immunfluoreszenz darstellbaren mikrovaskulären Strukturen. Sie zeigten 

mikroskopisch keine Veränderungen im Laufe der Besiedlungstage. Die 

mikrovaskulären Strukturen waren stets oberflächlich an der porösen Seite gelegen 

und von CD31- bzw. vWF-positiven Zellen begrenzt. Eine Infiltration in Richtung des 

Zentrums der Bio-Gide®-Membran konnte nicht nachgewiesen werden. Die 

Prävaskularisierung beschränkte sich auf die poröse Kontaktfläche der Membran zur 

CAM. 

Auf der porösen Seite der Bio-Gide®-Membran aufliegend zeigte sich zudem ab Tag 

eins der Besiedlung in allen Versuchsreihen eine dünne Gewebeschicht. Diese zeigte 

sich in den immunhistochemischen Antikörperfärbungen negativ für CD31 und vWF. 

Da die poröse Seite direkten Kontakt zur CAM hatte, kann eine Darstellung der 

Chorioallantoismembran vermutet werden (Abb. 16). Dies kann als direkte 

Verwachsung zwischen der vorkultivierten Bio-Gide®-Membran und der CAM gewertet 

werden. Eine solche Beobachtung gelang in der Vergleichsversuchsreihe mit kürzerer 

Ko-Kulturdauer nicht.  

Weitere, nur durch Hämalaun angefärbte Zellen mit länglichem, platten Zellkörper 

waren ebenfalls an der porösen Membranseite darzustellen. Diese können sowohl 

Fibroblasten, als auch aviäre Zellen abbilden. Die zellokklusive Seite der Bio-Gide®-

Membran stellte sich zellfrei dar (Abb. 17). Sowohl Fibroblasten, als auch 

Endothelzellen haben die Membran im Rahmen der Prävaskularisierung nicht 

vollständig durchwandert.  

Mitunter konnte innerhalb der Anschnitte eine Ausfüllung der mikrovaskulären 

Strukturen beobachtet werden (Abb.16, Abb. 17). Um den Inhalt näher spezifizieren 

zu können, wurde eine HE-Färbung hinsichtlich des Nachweises von Erythrozyten 

durchgeführt. 
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Abbildung 16: Anschnitte mikrovaskulärer Strukturen nach Inkubation der besiedelten 
Membran im in vivo CAM-Modell.  

Die Bio-Gide®-Membranen wurden zuvor in vitro über 14 Tage prävaskularisiert. Die 
Besiedlung erfolgte auf der porösen Seite der Membran mit ECFC und MSH-Fibroblasten. Die 
poröse Seite hatte direkten Kontakt zur CAM. In den Abbildungen befindet sich die poröse 
Seite oben. Zur Färbung wurden spezifische Antikörper der Endothelzellmarker CD31 und 
vWF verwendet. Die schwarzen Pfeile deuten auf gefäßähnliche Strukturen. 200-fache 
Vergrößerung, Aufnahme am Lichtmikroskop. Die Maßbalken entsprechen jeweils einer Länge 
von 30 µm. 
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Abbildung 17: Mikrovaskuläre Strukturen nach fünf Tagen Besiedlungsdauer in vivo. 

Die Strukturen finden sich entlang der porösen Membranseite einer über 14 Tage ko-
kultivierten Bio-Gide®-Membran. Die immunhistochemische Färbung erfolgte mit einem CD31-
Antikörper als Endothelzellmarker. Der Pfeil kennzeichnet ein Lumen innerhalb eines 
gefärbten Bereiches. 100-fache Vergrößerung, lichtmikroskopische Aufnahme. Der 
Maßbalken entspricht einer Länge von 100 µm. 

 

4.6 Intravasale Erythrozyten und aviäre Gefäßstrukturen 

Die Präparate, bestehend aus vorkultivierten Bio-Gide®-Membranen und der 

Chorioallantoismembran des Hühnerembryos, sollten mit Hilfe der HE-Färbung auf 

das Vorhandensein von Erythrozyten innerhalb der mikrovaskulären Strukturen 

untersucht werden. Weiterhin ermöglicht die HE-Färbung die Detektion aviärer 

Gefäßeinsprossungen. Weder innerhalb der Membranstruktur noch in den CD31- und 

vWF-positiven prävaskulären Strukturen der über 14 Tage ko-kultivierten 

Weichgewebeäquivalente konnten Erythrozyten nach den Besiedlungstagen eins bis 

fünf nachgewiesen werden (Abb. 18). Es ist somit davon auszugehen, dass kein 

Anschluss an das Gefäßsystem des Hühnerembryos erfolgte. Zudem konnten keine 

weiteren Gefäßstrukturen innerhalb des Konstruktes angefärbt werden. Ein 

Verwachsen der mikrovaskulären Strukturen mit dem Gefäßsystem des 

Hühnerembryos ohne Ausbildung eines Blutflusses konnte weder bestätigt noch 

ausgeschlossen werden. 
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Abbildung 18: HE-gefärbte Präparate zum Nachweis von Erythrozyten. 

Mittels HE-Färbung eines über 14 Tage vorkultivierten Äquivalentes nach einem und fünf 
Besiedlungstagen im CAM-Modell wurde das Vorhandensein von intravaskulären 
Erythrozyten analysiert. Es konnten keine Erythrozyten abgebildet werden. 200-fache 
Vergrößerung, lichtmikroskopische Aufnahme. Der Maßbalken entspricht 30 µm. 

  



5. Diskussion 

 
54 

 

5. Diskussion 

Die Bereitstellung von prävaskularisierten 3D-Konstrukten und deren erfolgreiche 

vaskuläre Anbindung im Empfängerorganismus ist in den vergangenen Jahren zu 

einer zentralen Aufgabe des Tissue Engineerings geworden. Es sollen 

patientenindividuelle, geschlechtsunabhängige Implantate mit optimalen angiogenen 

Eigenschaften für den zukünftigen Einsatz in der rekonstruktiven Medizin erzeugt 

werden können. Im Fokus dieser Arbeit liegt der Anschluss von Weichgewebe-

Äquivalenten mit präformiertem Mikrogefäßsystem an ein bestehendes Gefäßsystem 

im in ovo CAM-Modell.  

Das Vorhandensein prävaskulärer Strukturen innerhalb von Bio-Gide-Membranen 

erwies sich in vorangegangenen Arbeiten als förderlich für die Anbindung an ein 

bestehendes Gefäßsystem im in vivo-Versuch. Bisherige Versuche zur Entwicklung 

eines Mikrogefäßsystems wurden innerhalb der Arbeitsgruppe u.a. mit dermalen, 

mikrovaskulären Endothelzellen (human dermal microvascular endothelial cells, 

HDMEC) durchgeführt. Da diese aus der männlichen Vorhaut isoliert werden, ist ein 

autologer Einsatz für das weibliche Geschlecht ausgeschlossen. Weiterhin wäre, 

aufgrund der Isolationsmethode, auch für männliche Patienten eine alternative 

Zellquelle zu bevorzugen. Als Substitut zu HDMEC kommen andere Zellreihen mit pro-

angiogenen Eigenschaften, wie Endothelzellen aus Nabelschnurvenen (human 

umbilical vein endothelial cells, HUVEC) oder koloniebildende Endothelzellen 

(endothelial colony forming cells, ECFC) in Frage (122). Auch HUVEC sind nicht 

ubiquitär verfügbar. Ein Vorteil in der Verwendung von ECFC liegt insbesondere in der 

einfachen Gewinnung. ECFC bieten die Möglichkeit, mittels Gefäßpunktion aus dem 

peripher-venösen Blut einer jeden Einzelperson isoliert zu werden (123). Weiterhin 

verfügen sie aufgrund der Abstammung von endothelialen Progenitorzellen über ein 

höheres Proliferations- und Invasionspotenzial verglichen mit reifen Endothelzellen 

(124, 125). Hieraus resultiert die Fähigkeit zur postnatalen Neovaskularisierung, was 

eine ideale Voraussetzung für die Prävaskularisierung im Tissue Engineering darstellt. 

5.1 ECFC aus Vollblutisolation und deren Phänotypisierung 

Für den Versuchsaufbau war zunächst eine zuverlässige Isolationsmethode von 

endothelialen Progenitorzellen obligat. Zu Beginn der Forschungsarbeit erfolgte die 
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Isolation der im Blut zirkulierenden Endothelzellen, gemäß dem Standardprotokoll der 

Arbeitsgruppe, durch Verdünnung der Blutproben 1:1 mit DPBS. Dies führte bei 

keinem der drei Spender zur Ausbildung von Kolonien im Kulturzeitraum von maximal 

6 Wochen und stellte ein Hemmnis für die weiteren Versuche dar. Endotheliale 

Progenitorzellen haben mit 0,01% bis 0,0001% im Blut nur einen geringen Anteil an 

der mononukleären Zellphase (126). Daraus konnte die Annahme abgeleitet werden, 

dass sich aufgrund der zusätzlichen Verdünnung zu wenig Vorläuferzellen in der Kultur 

befanden. Die Abhängigkeit des Auftretens von ECFC von der ausgesäten Zellzahl 

wurde bereits von Mauge et al. beschrieben (127). Aufgrund dessen erfolgte ein 

Isolationsversuch der Endothelzellen aus Vollblut ohne Verdünnung. Innerhalb von 9 

bis 25 Tagen entstanden so bei rund 65% der Spender ECFC-Kolonien. Die in der 

Literatur beschriebene Ausbildung von Kolonien in 70 – 75% der Fälle konnte auch mit 

dem modifizierten Standardprotokoll nicht erreicht werden (128). Es kann nicht 

ausgeschlossen werden, dass der genannte Prozentsatz auch andere 

Subpopulationen endothelialer Progenitorzellen, wie z.B. aus dem Knochenmark oder 

aus dem Nabelschnurblut, miteinbezieht. Von diesen ist eine höhere Isolationsquote 

bekannt (129). Andere Quellen berichten ebenfalls von einer Isolationsquote der ECFC 

von unter 70% (130, 131, 132).  

Weiterhin ist von ECFC bekannt, dass sie sich interindividuell sehr unterschiedlich 

verhalten und ihre Anzahl im peripheren Blut mitunter vom Gesundheitszustand des 

Spenders abhängig ist (133). Obwohl sämtliche Spender gesund waren, wurden keine 

eingehenden Untersuchungen durchgeführt, um dies zu vidieren. Darüber hinaus 

konnten andere Arbeitsgruppen nachweisen, dass sowohl das aktive als auch das 

passive Rauchverhalten einen negativen Einfluss auf die Proliferation und Migration 

sowie die tubulogenen Eigenschaften von endothelialen Progenitorzellen haben (134, 

135). Für zukünftige Versuche wird angeregt, eine definierte Zellzahl der 

mononukleären Phase auszusäen und die Entstehung von Kolonien entsprechend im 

Vergleich zu dokumentieren. Weiterhin sollten Vorerkrankungen erfragt und das 

Rauchverhalten des Spenders dokumentiert werden. 

Die primären Kolonien wurden zunächst mikroskopisch anhand ihrer 

kopfsteinpflasterartigen Morphologie, der zu Beginn scharfen Abgrenzung und dem 

Entstehungszeitraum als ECFC charakterisiert (Abb. 8). Da für die folgenden Versuche 
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die vaskulogenen und angiogenen Eigenschaften der ECFC entscheidend waren, 

erfolgte mittels Immunfluoreszenz eine genauere Charakterisierung. Zudem sollte 

hiermit eine Kontamination mit anderen Zelllinien ausgeschlossen werden. Trotz 

intensiver Forschungen zu ECFC in den vergangenen Jahren, existiert aktuell noch 

kein präziser Oberflächenmarker für ECFC (71). Entscheidend war für diese Arbeit vor 

allem die Abgrenzung zu myeloischen bzw. hämatopoetischen Zellen, da diese im 

Gegensatz zu ECFC nicht die Fähigkeit zur Neovaskularisierung besitzen.  

Die Phänotypisierung erfolgte über die Oberflächenantigene CD14, CD31 und CD133 

mittels Immunfluoreszenz. Der hämatopoetische Oberflächenmarker CD14 diente der 

Abgrenzung zu monozytären Zellen. CD31 ist ein universeller Marker für 

Endothelzellen, welcher sich erst im Zuge der Differenzierung der EPC auf der 

Oberfläche von ECFC ausbildet (136). Der dritte angewandte Oberflächenmarker 

CD133 wird von hämatopoetischen Stammzellen ausgebildet. CD133 wird im Zuge der 

Reifung von ECFC herunterreguliert und dient der Abgrenzung zu early outgrowth 

endothelial cells als myeloischer Zelllinie (137, 138). Da sich die Zellpopulationen 

negativ für die Oberflächenmarker CD14 und CD133, jedoch positiv für CD31 zeigten, 

lässt sich in Zusammenschau mit der Morphologie und dem Zeitpunkt des Auftretens 

erster Kolonien bestätigen, dass die mit der modifizierten Isolationsmethode 

erhaltenen Zellen als ECFC zu charakterisieren sind. 

5.2 Eignung von ECFC für die Gefäßbildung in 3D-Kollagenmembranen 

Wie eingangs beschrieben, ist eine ausreichende Prävaskularisierung in vitro 

förderlich für eine zügige Anbindung eines mittels TE generierten Äquivalentes in vivo 

(139). Es wurde bereits Bezug auf die Rolle der ECFC in der Neovaskularisierung 

genommen. Bekannt ist auch, dass Fibroblasten die de novo Gefäßbildung durch 

mikrovaskuläre endotheliale Progenitorzellen positiv beeinflussen (140). Bedeutsam 

ist hierbei vor allem die Sekretion extrazellulärer Matrixkomponenten wie Kollagen-I 

und Wachstumsfaktoren wie VEGF oder PDGF, welche wiederum die Angiogenese 

und Lumenbildung durch Endothelzellen forcieren (141). In den durchgeführten 

Versuchen wurde eine Ko-Kultur aus ECFC und MSH-Fibroblasten verwendet. 

In der Immunfluoreszenzfärbung von CD31 sollte in verschiedenen 

Versuchsdurchläufen die Entstehung eines Mikrogefäßnetzwerkes innerhalb der Bio-
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Gide®-Membran untersucht werden. Ein erster Versuchsaufbau verwendete Ko-

Kulturen, welche drei Stunden nach Zugabe der ECFC an Ko-Kulturtag eins fixiert 

wurden. In einem zweiten Versuchsaufbau erfolgte die Ko-Kultivierung über 14 Tage. 

Der Oberflächenmarker CD31 ist Bestandteil von Interzellularverbindungen und gibt 

Auskunft über die zelluläre Integrität der ECFC (142). Im ersten Versuchsaufbau zeigte 

sich eine regelmäßige Verteilung der CD31-positiven Zellen über die gesamte 

Membran. Erwartungsgemäß konnten keine gefäßähnlichen Strukturen detektiert 

werden (116). Der zweite Aufbau zeigte in allen unabhängigen Versuchsdurchgängen 

der Immunfluoreszenzfärbung eine Ausbildung und Verzweigung mikrovaskulärer 

Strukturen innerhalb des Scaffolds. Auch andere Arbeitsgruppen konnten in Ko-

Kulturen aus dermalen Fibroblasten und endothelialen Progenitorzellen die 

Ausbildung vaskulärer Strukturen nach 14 Tagen nachweisen (143). Die Durchmesser 

der mikrovaskulären Strukturen betragen etwa 5 – 25 µm. Dies entspricht den Maßen 

von kapillären bzw. post-kapillären Strukturen (144, 145).  

Auffällig war, dass, trotz gleichmäßiger Verteilung der Endothelzellen am ersten Ko-

Kulturtag, die Prävaskularisierung an Tag 14 innerhalb der Membran unterschiedlich 

ausgeprägt war. In den Randbereichen der Membran waren zahlreiche 

Verzweigungen und größere Gefäßdurchmesser objektivierbar. Innerhalb der 

zentralen Bereiche schien die Entwicklung hin zu einem Gefäßnetz unterbrochen zu 

sein. Hier waren kürzere, gerade Gefäßabschnitte und zum Teil einzelne Zellen 

abbildbar. Die Vaskularisierung ist ein dynamischer Prozess. Es spielen pro- und anti-

angiogene Faktoren zusammen. Somit sollte in Betracht gezogen werden, dass die 

Vaskularisierung an einigen Stellen, zugunsten der weiteren Entwicklung innerhalb der 

bereits besser ausgebildeten, mikrovaskulären Bereiche, ruhen könnte. 

Nichtsdestotrotz konnte eine zuverlässige Prävaskularisierung nach 14 Tagen bei 

allen Spendern der Versuchsreihen nachgewiesen werden.  

In einem Versuchsdurchlauf ließen sich darüber hinaus CD31-positive Zellen mit 

fingerförmigen Ausläufern (Filopodien) abbilden. Dies kann als eindeutiger Hinweis auf 

die unmittelbare angiogene Aktivität der ECFC betrachtet werden (146). In der 

Zusammenschau konnte somit nachgewiesen werden, dass autologe ECFC 

grundsätzlich als Substitut für HDMEC in Bezug auf die Prävaskularisierung von 
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Weichgewebe-Äquivalenten geeignet sind und nach 14 Tagen gut verzweigte 

mikrovaskuläre Strukturen ausbilden. 

5.3 Degradation der Bio-Gide®-Membran 

Mit Hilfe von digitalmikroskopischen Aufnahmen der in vivo-Versuche sollte ein 

Blutfluss innerhalb der vorkultivierten Bio-Gide®-Membranen beurteilt werden. Die 

Membranen aller Versuchsreihen wurden über den gleichen in vivo-Zeitraum 

betrachtet. Hierbei konnte eine höhere Transluzenz der Bio-Gide®-Membranen ab dem 

zweiten bis dritten Besiedlungstag dokumentiert werden. Diese Beobachtung trat 

lediglich bei den über 14 Tagen ko-kultivierten Membranen auf.  

Biologisch abbaubare Kollagenmembranen dienen bei Weichgeweberekonstruktionen 

als Platzhalter und sollen den Aufbau von funktionellem Gewebe durch 

Umbauprozesse fördern (32). Zudem sind sie bedeutend für die Zelladhäsion und die 

Zell-Matrix-Interaktion, was wiederum die Migration der Zellen bedingt (147). Eine 

physiologische Biodegradation ist bei den verwendeten Membranen erwünscht. Bei 

den untersuchten Membranen konnte digitalmikroskopisch jedoch keine optische 

Reduktion der Dicke oder der Gesamtfläche festgestellt werden. Ebenso zeigte die 

histologische Auswertung keinerlei strukturelle Unterschiede zur Vergleichsmembran 

ohne Besiedlung. Dies lässt den Schluss zu, dass ein physiologischer Abbau nicht 

ursächlich für die Beobachtung ist. Darüber hinaus konnten andere Arbeitsgruppen in 

Tiermodellen nach subkutaner Implantation zeigen, dass die Resorption von 

Membranen mit nicht-vernetzten Kollagenfasern erst nach etwa drei bis vier Wochen 

einsetzt (148, 149).  

Weiterhin kann die Ausschüttung von Proteasen, wie z.B. Kollagenase, durch 

Bakterien zum Abbau führen (150). Es wurde bereits beschrieben, dass das CAM-

Modell anfällig für Mischinfektionen sei (151). Bei den täglichen Kontrollen im Inkubator 

zeigten sich die Embryonen vital und es konnte keine Kontamination festgestellt 

werden. Abgestorbene Embryonen wurden nicht in die Auswertung einbezogen.  

Auch der Hühnerembryo bildet Proteasen in Form von Matrix-Metalloproteasen durch 

Immunzellen aus (152). Dies geschieht jedoch frühestens ab dem 10. Embryonaltag 

und somit erst nach Beendigung der durchgeführten Versuche (153). Wie bereits 

beschrieben, kann bei der 14-tägigen Ko-Kultur von aktiven Endothelzellen in Bezug 
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auf die Neovaskularisierung ausgegangen werden. Endothelzellen bewegen sich 

während der Angiogenese entlang eines Sauerstoffgradienten (154). Daher könnte 

eine tiefergehende Infiltration durch Endothelzellen einen Abbau der Membran 

erklären. Wie im Zuge der Angiogenese beschrieben, wird während des 

Gefäßwachstums die Basalmembran abgebaut und die Extrazellulärmatrix umgebaut. 

Ein Hauptbestandteil der Extrazellulärmatrix ist Kollagen-Typ-I. Es kommt zur 

Ausschüttung von Matrix-Metalloproteasen durch die Endothelzellen, um eine Invasion 

zu ermöglichen (155). Matrix-Metalloproteasen lassen sich in Subtypen untergliedern, 

von denen einige Kollagenstrukturen abbauen (152). Eine zusätzliche Freisetzung 

kann auch durch Fibroblasten erfolgen (156). Bio-Gide®-Membranen substituieren die 

natürliche Extrazellulärmatrix. Da sie aus Kollagen-Typ-I und Kollagen-Typ-III 

aufgebaut sind, ist nicht auszuschließen, dass der zuvor beschriebene Prozess zu 

einem beginnenden Abbau der Kollagenfasern führt. Ähnliche Beobachtungen 

konnten bei Versuchen mit Fibrinmatrizes gemacht werden (157). Eine tiefe Infiltration 

der Endothelzellen konnte im Rahmen der histologischen Untersuchung jedoch nicht 

nachgewiesen werden. Gleichwohl sollte dieser Aspekt in zukünftigen 

Untersuchungen weiterhin in Betracht gezogen werden. 

Durch die rein mikroskopische Beobachtung der veränderten Membranbeschaffenheit 

ohne qualitative Untersuchungen lässt sich nicht abschließend klären, ob von einem 

Membranabbau gesprochen werden kann. Um die biologische Aktivität der 

Endothelzellen zu bestätigen, kann in zukünftigen Versuchen eine Quantifizierung von 

Wachstumsfaktoren im in vivo-Versuch erfolgen. 

5.4 Beurteilung der Integration prävaskularisierter Weichgewebe-Äquivalente 

nach in vivo-Kultivierung 

Für die klinische Anwendbarkeit entscheidend ist letztendlich eine zügige Integration 

der Gewebeäquivalente in ein bestehendes Gefäßsystem, sowie das Überleben im 

Empfänger (139). Dies sollte durch die immunhistochemische Untersuchung des 

Gefäßstatus innerhalb der Membran durch Färbungen von CD31 und von Willebrand 

Faktor analysiert werden. Der Endothelzellmarker CD31 wurde bereits in Abschnitt 5.1 

beschrieben. Von-Willebrand-Faktor (vWF) ist ein hauptsächlich von Endothelzellen 

produziertes Protein, dessen Speicherung primär intrazellulär in Weibel-Palade-

Körperchen erfolgt (158). Neben der zentralen Bedeutung in der Blutgerinnung, 
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widmen sich aktuelle Untersuchungen der Rolle des Faktors in der Angiogenese (159, 

160).  

Zudem wurden histologische Färbungen zum Nachweis von aviären Gefäßstrukturen 

und Erythrozyten durchgeführt. In einem Versuchsaufbau wurden die Membranen an 

Kulturtag eins, drei Stunden nach der Zugabe von ECFC auf die CAM, überführt. Dies 

diente als nicht-prävaskularisiertes Vergleichsäquivalent. Der zweite Versuchsaufbau 

umfasste über 14 Tage ko-kultivierte Bio-Gide®-Membranen. Die Inkubation erfolgte 

jeweils für fünf Tage im CAM-Modell. Dies entsprach den Embryonaltagen fünf bis 

neun. Die Exzision von Membranen erfolgte an jedem dieser Tage. 

Die Membranen der Ko-Kultur mit Zugabe der ECFC drei Stunden vor den in ovo-

Versuchen zeigten in den immunhistochemischen Färbungen aller Versuchstage 

einen Monolayer aus CD31- bzw. vWF-positiven Zellen entlang der porösen 

Membranseite. Eine tiefere Infiltration in die Membran konnte nicht dokumentiert 

werden. In einer vorangegangenen Arbeit leitete H.K. Bauer die Hypothese ab, dass 

eine tiefe Infiltration der Membran aufgrund des Flüssigkeitssoges zu Beginn der 

Besiedlung festzustellen sei (65). Die beschriebenen histologischen 

Vergleichsuntersuchungen der über drei Stunden ko-kultivierten Membranen zeigten 

bei gleicher Besiedlungsmethode jedoch einen Monolayer aus CD31+-vWF+-Zellen 

innerhalb des ersten Drittels auf der porösen Seite der Membran ohne tiefere 

Infiltration. Die vorab aufgeführte Hypothese kann somit in dieser Arbeit nicht verifiziert 

werden. Um die Tiefeninfiltration näher zu betrachten und beeinflussen zu können, 

sollten weitere Modifikationen vorgenommen werden.  

Weiterhin konnte in der Literatur in anderen Tiermodellen gezeigt werden, dass von 

der Implantation von Gewebeäquivalenten ohne mikrovaskuläres Gefäßnetz bis zum 

Einwachsen von Gefäßen im Zentrum einer Kollagenmembran etwa 30 – 60 Tage 

vergehen (161). Aufgrund der begrenzten Entwicklungsdauer der CAM, war die 

Entwicklung von Gefäßen in dem ersten Versuchsaufbau nicht zu erwarten (118). 

Dennoch konnte eine ausreichende Anzahl vitaler ECFC sowohl in vitro mittels CD31-

Immunfluoreszenz, als auch nach den in vivo-Versuchen immunhistochemisch durch 

CD31- und vWF-positive Zellen nachgewiesen werden. 
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Immunhistochemische Färbungen des zweiten Versuchsaufbaus zeigten ab dem 

ersten Tag der in ovo-Kultivierung ebenfalls CD31- und vWF-positive Regionen 

entlang des oberen Membrandrittels der porösen Seite. Ein Durchwandern der Zellen 

in Richtung zellokklusiver Seite konnte hier gleichermaßen nicht registriert werden.  

Die angefärbten Bereiche zeigten eine ringförmige oder längliche Anordnung 

unterschiedlicher Größe und bildeten zum Teil ein Lumen. In Zusammenschau mit den 

vorherigen Ergebnissen kann davon ausgegangen werden, dass die gefärbten 

Strukturen äquivalent zu den mikrovaskulären Strukturen der Immunfluoreszenz sind. 

Innerhalb der gefäßartigen Anordnungen war in einigen Schnitten eine ‚‚Ausfüllung‘‘ 

des vermeintlichen Lumens sichtbar. Zur näheren Bestimmung erfolgten HE-

Färbungen. In diesen zeigten sich die Bereiche morphologisch nicht charakteristisch 

für Erythrozyten. Kaessmayer et al. untersuchten Interaktionen zwischen Fibroblasten 

und Endothelzellen auf molekularer und subzellulärer Ebene in Bezug auf die in vitro 

Angiogenese in einem 3D-Modell über einen Beobachtungszeitraum von 20 Tagen. 

Die Zielsetzung bestand darin, Wechselwirkungen zwischen den Zelltypen und ihrer 

künstlichen Modellumgebung darzustellen und zu überwachen. Sie beschreiben 

wiederum auf Basis von elektronenmikroskopischen Abbildungen, tubuläre Strukturen 

mit zum Teil enthaltenen Vesikeln, Vakuolen und Zelldebris bei Ko-Kulturen aus 

Fibroblasten und reifen Endothelzellen ab Kulturtag 5 als Zeichen der angiogenen 

Aktivität und Entwicklung des Kapillarnetzwerkes (146). Es liegt nahe, dass dies auch 

in den hier durchgeführten Versuchen abgebildet werden konnte, da sich der 

Lumeninhalt zum Teil positiv für CD31 oder vWF zeigte und in der HE-Färbung keine 

Erythrozyten nachgewiesen werden konnten.  

In der vorliegenden Arbeit mit über 14 Tagen vorkultivierten Äquivalenten konnte ein 

Blutfluss innerhalb der gefäßähnlichen Strukturen nicht bestätigt werden. Möglich 

wäre, dass die Ausbildung und Verknüpfung der kapillarähnlichen Strukturen noch 

nicht ausreichend fortgeschritten waren. In der Immunfluoreszenzfärbung der über 14 

Tage ko-kultivierten Membranen zeigte sich eine fehlende Ausbildung mikrovaskulärer 

Strukturen vor allem im zentralen Bereich der Membran. Es ist wahrscheinlich, dass 

sich das Mikrogefäßsystem innerhalb der Bio-Gide®-Membran zunächst weiter 

formierte. Dies korreliert mit Untersuchungen der Sekretion pro-angiogener Faktoren 

aus Ko-Kulturen von Fibroblasten und ECFC. Bei diesen zeigte sich ein 
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Maximalspiegel der Faktoren um den 15. Kulturtag, welcher gleichbedeutend mit einer 

erhöhten angiogenen Aktivität ist (114).  

Um die Weichgewebeäquivalente weitergehend zu analysieren, sollte in weiteren 

Versuchen mittels semi-quantitativen bzw. quantitativen Auswertungsmethoden die 

Vaskularisierung evaluiert werden. Ferner könnten, zusätzlich zu den 

immunhistochemischen Färbungen mit humanspezifischen Antikörpern, intravitale 

Untersuchungen mit fluoreszierenden Stoffen in ovo durchgeführt werden. Durch die 

ergänzenden Methoden lassen sich zusätzliche Aussagen zur Gefäßdichte, -länge und 

zum Gefäßdurchmesser treffen (162). 

5.5 Methodendiskussion – in ovo CAM-Modell 

Nachdem die Prävaskularisierung erfolgreich belegt wurde, sollte die Integration der 

Membranen an ein bestehendes Gefäßsystem unter weitestgehend physiologischen 

Bedingungen untersucht werden. Zur Betrachtung der Angiogenese eignen sich 

verschiedene in vitro- und in vivo-Modelle. Mit Hilfe von in vivo-Modellen können 

physiologische Bedingungen durch den Versuchsorganismus dargestellt werden, wie 

sie in der Zellkultur nicht gegeben sind (163). Das in ovo CAM-Modell ist aufgrund 

seiner einfachen Handhabung und der Möglichkeit hoher Versuchszahlen ein weit 

verbreitetes Angiogenesemodell (121, 153, 164). Eine Suche bei Pubmed ergab, dass 

sich die Publikationen zum CAM-Modell in den letzten zwei Dekaden etwa 

versechsfacht haben (165). Das Modell bietet bei der Verwendung von xenogenen 

Präparaten den Vorteil, dass der Hühnerembryo erst ab dem 11. Embyronaltag ein 

Immunsystem ausbildet; eine vollständige Immunantwort bleibt bis zum 18. Tag aus 

(164). Für die vorliegende Arbeit relevant ist zudem, dass die CAM selbst den Aufbau 

der Extrazellulärmatrix imitiert, so wie sie auch im Menschen zu finden ist (166).  

Die Ausbildung der CAM beginnt mit dem 3. Embryonaltag. Die Bestückung der CAM 

mit den besiedelten Membranen erfolgte ab dem 4. Embryonaltag. Zu diesem 

Zeitpunkt ist die CAM noch gering ausgeprägt und füllt nicht das gesamte 

Betrachtungsfenster aus. Gleichzeitig befindet sich die vaskuläre Entwicklung der 

CAM noch in einem frühen Stadium. Einerseits kann dies aufgrund der hohen 

angiogenen Aktivität innerhalb des Modells vorteilhaft für die Anbindung eines mittels 

TE generierten Mikrogefäßsystems sein (151). Andererseits wird primär im Bereich der 
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Tumorangiogenese eine Besiedlung ab dem 9. Embryonaltag für insgesamt 7 Tage 

empfohlen (167, 168). Dies soll eine bessere Stabilität der CAM gewährleisten und 

den Zeitraum des stärksten Wachstums umfassen. Eine Vaskularisierung wird hier 

zwischen dem zweiten und fünften Tag der in ovo-Kultivierung nachgewiesen (121).  

Wie bereits erwähnt, war es vor allem problematisch, die nach 3-stündiger Ko-Kultur 

in das CAM-Modell eingebrachten Membranen zu beurteilen. Häufig kam es, aufgrund 

der fehlenden Haftung und des freien Flottierens der Membran an jedem der fünf 

Versuchstage in vivo, zu Membranverlusten. Watchararot et al. dokumentierten ein 

Einwachsen von Gefäßen in unbesiedelten Seidenfibroin-Scaffolds nach 6 Tagen im 

CAM-Modell (169). Das Einsetzen der Präparate fand hier an Entwicklungstag 8 statt. 

Ein veränderter Versuchsaufbau mit einem späteren Beginn der in ovo-Versuche wäre 

künftig denkbar. 

Bei über 14 Tagen ko-kultivierten Membranen konnte nach dem Platzieren auf der 

CAM keine Positionsänderung oder ein Flottieren wie bei der Vergleichskultur 

beobachtet werden. Die Membranen hielten während des CAM-Wachstums ihre 

Position. Dies lässt auf eine Haftung der vorkultivierten Membranen auf der CAM ab 

dem ersten Tag schließen. Digitalmikroskopisch konnte jedoch keine Integration durch 

die CAM dokumentiert werden. Auch in der HE-Färbung konnten keine aviären 

Gefäßstrukturen innerhalb der besiedelten Membranen nach der in vivo-Kultivierung 

nachgewiesen werden. Die CD31- und vWF-positiven Regionen enthielten keine 

Erythrozyten, was gegen eine Anbindung an die Gefäße der CAM spricht. Vorherige 

Versuche der Arbeitsgruppe konnten Erythrozyten innerhalb des Äquivalentes nach 

fünf Tagen auf der CAM darstellen (65). Die verwendeten Membranen wurden jedoch 

über 21 Tage ko-kultiviert, so dass von einem dichteren und feiner verzweigten 

Mikrogefäßnetzwerk auszugehen ist. Hierdurch steigert sich die Proliferationsrate der 

Endothelzellen, was zu einem schnelleren Anschluss an ein bestehendes 

Gefäßsystem führen kann. Gleichzeitig fehlt eine höhere Quote an 

Versuchsdurchgängen über 21-tägige Ko-Kulturen, um diese These vollständig zu 

bestätigen. 

Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass die Implantation der besiedelten 

Membranen problemlos ohne Abstoßung im CAM-Modell möglich ist. Weiterhin bietet 

die rasche Entwicklungszeit gute Möglichkeiten zur Untersuchung der Angiogenese 
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bzw. Inoskulation. Für die Untersuchung der nicht-prävaskularisierten Membranen 

sollte ein späterer Zeitpunkt bei der Besiedlung des CAM-Modells gewählt werden, 

analog zu dem genannten Vorgehen anderer Arbeitsgruppen. Die Inoskulation des 

über 14 Tage ko-kultivierten Weichgewebeäquivalentes ist durch den gezeigten 

Versuchsaufbau möglich. Aufgrund der Verkürzung der in vitro-Kultivierung auf 14 

Tage, sollte eine auf sieben Tage verlängerte Kultivierung in ovo nochmals analysiert 

werden. Hiermit befindet man sich noch immer im immundefizienten 

Entwicklungszeitraum. Darüber hinaus konnte innerhalb der CAM zwischen 

Entwicklungstag 5 und 11 die höchste angiogene Aktivität nachgewiesen werden, 

welche mit dem vorgeschlagenen Zeitraum vollständig abgedeckt wäre (163). 
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6. Ausblick 

Die Ergebnisse der durchgeführten Studie bestätigen, dass endotheliale 

koloniebildende Zellen (ECFC) als gleichwertiger Ersatz für HDMEC hinsichtlich der in 

vitro-Prävaskularisierung durch Ko-Kulturen mit MSH-Fibroblasten eingesetzt werden 

können. Hierfür eignet sich, wie gezeigt, auch eine kürzere Kulturdauer. In der Theorie 

ist für jeden Patienten die autologe Isolation möglich. Für einen flächendeckenden 

Einsatz sollten jedoch die interindividuellen Faktoren, welche die Isolation bzw. das 

Vorhandensein von ECFC im Blut beeinflussen können, genauer untersucht werden. 

Hierdurch kann versucht werden, eine bessere Prognose bezüglich der 

Isolationswahrscheinlichkeit zu geben.  

Weiterhin sollte der Gefäßstatus genauer betrachtet werden. Zur Ausbildung eines 

vollständig funktionalen Gefäßnetzes ist auch bei Kapillaren eine muskelähnliche 

Zellschicht notwendig. Diese dient der Kontraktilität und besteht aus Perizyten. Für 

einen Nachweis wären bspw. immunhistochemische Färbungen mit alpha-Smooth 

Muscle Actin geeignet. Diese sollten vergleichend nach in vitro- und in vivo-

Kultivierung erfolgen. Ergänzende Informationen zu den Gefäßverzweigungen, 

Gefäßlängen, Gefäßdurchmessern und der Gefäßdichte können quantitative Analysen 

mittels intravitaler Fluoreszenzmikroskopie während des in ovo CAM-Modells liefern. 

Das hier generierte Gewebeäquivalent aus ECFC und MSH-Fibroblasten, welches 

über 14 Tage ko-kultiviert wurde, zeigt, dass über diesen Zeitraum funktionale, 

mikrovaskuläre Strukturen hergestellt werden können. Der immunhistochemische 

Nachweis von CD31 positiven Zellen bestätigte zudem, dass vitale Zellen nach der in 

vivo-Kultivierung vorhanden waren. Ein Nachweis von Erythrozyten als Zeichen der 

Inoskulation konnte histologisch jedoch nicht erfolgen. Es sollte weitergehend 

analysiert werden, ob eine längere Kultivierung im in ovo CAM-Modell bis zum 11. 

Embryonaltag oder eine Ko-Kulturdauer zwischen 14 und 21 Tagen zu einer 

Anbindung mit Erythrozytennachweis führen. Außerdem sollten Versuche im 

Mausmodell mit verschiedenen Kulturdauern als Vergleichsstudie erfolgen. In einem 

weiteren Schritt könnten ähnliche Versuchsaufbauten zusätzlich mit Epithelzellen als 

Tri-Kultur durchgeführt und mit den bisher erlangten Ergebnissen verglichen werden. 
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7. Zusammenfassung 

Die Übergänge zwischen der regenerativen Medizin und dem Tissue Engineering sind 

fließend. Als aussichtsreiche Alternative zu autologem Donorgewebe rücken 

prävaskularisierte Schleimhautäquivalente bei rekonstruktiven Eingriffen in der 

Gynäkologie in den Mittelpunkt. Der erfolgreiche Einsatz gelingt bereits in anderen 

medizinischen Fachdisziplinen. Durch sie können zusätzliche Interventionen minimiert 

und mit den Eingriffen verbundene Komplikationen vermieden werden. Für eine 

erfolgreiche Anwendung beim Patienten ist vor allem das Überleben des Äquivalentes 

obligat. Wesentlich ist hierfür die Etablierung einer effektiven Blutgefäßversorgung. Die 

Prävaskularisierung bietet einen Ansatz, welcher eine kurze Anbindungsdauer des in 

vitro generierten Mikrogefäßsystems an das Gefäßsystem des Empfängers 

ermöglicht. 

Die Analysen der vorliegenden Arbeit beziehen sich auf eine Ko-Kultur aus 

endothelialen, koloniebildenden Zellen (ECFC) und Fibroblasten der 

Mundschleimhaut. Am Beginn der Studie konnte die Isolationsmethode der ECFC 

modifiziert und dadurch zuverlässiger gemacht werden. Darauffolgend erfolgte die 

Betrachtung der Prävaskularisierung innerhalb einer Kollagenmatrix in vitro durch 

Immunfluoreszenzfärbungen. Die Zeitdauer der Prävaskularisierung wurde hierbei auf 

14 Tage verkürzt, parallel erfolgten Vergleichsuntersuchungen mit nicht 

prävaskularisierten Membranen. Weiterhin wurde die Integration an ein bestehendes 

Gefäßsystem im in ovo CAM-Modell zwischen Entwicklungstag fünf und neun des 

Hühnerembryos für beide Versuchsaufbauten untersucht. Die Dokumentation der in 

vivo-Versuche erfolgte zusätzlich digitalmikroskopisch. 

Die Vergleichsuntersuchungen der nicht prävaskularisierten Membranen, welche über 

drei Stunden in vitro ko-kultiviert wurden, zeigten eine gleichmäßige Verteilung der 

Endothelzellen in der Immunfluoreszenz durch CD31-Färbung. Eine Ausbildung 

tubulärer, gefäßähnlicher Strukturen war aufgrund der zeitlichen Begrenzung nicht zu 

erwarten. Nach den in vivo-Versuchen zeigte sich immunhistochemisch ein Monolayer 

bestehend aus Endothelzellen. Eine tiefere Infiltration der Zellen, wie sie durch 

Sogkräfte hätte auftreten können, konnte nicht nachgewiesen werden. 
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Es wurde gezeigt, dass die Neovaskularisation in vitro bei mehreren, unabhängigen 

Spendern innerhalb von 14 Tagen erreicht werden konnte. Im in vivo-Modell konnte 

kein direkter Nachweis der Inoskulation durch das Vorhandensein von Erythrozyten 

erfolgen. Allerdings zeigte sich in der qualitativen Dokumentation eine Fixierung der 

über 14 Tage vorkultivierten, prävaskularisierten Bio-Gide®-Membranen auf der CAM, 

was eine Verbindung zwischen den Kompartimenten vermuten lässt. In der 

immunhistochemischen Analyse konnten weiterhin mittels endothelzellspezifischer 

Färbungen mikrovaskuläre Strukturen mit teilweiser Lumenbildung nach der in vivo-

Kultivierung an allen Versuchstagen nachgewiesen werden. 

Die Verwendung von ECFC und die Verkürzung der Prävaskularisierungsdauer 

zeigen, dass das Weichgewebe-Äquivalent gewinnbringend als autologes Präparat in 

Betracht gezogen werden kann. Durch Modifikationen des in vivo-Modells in folgenden 

Untersuchungen ist eine Inoskulation des bestehenden Versuchsaufbaus möglich. 
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