
 

 
 

Aus dem Institut für Virologie der Universitätsmedizin  

der Johannes Gutenberg – Universität Mainz  

 

 

Eigenschaften und Charakterisierung von CD8 Treg im 

Zusammenhang mit einer Cytomegalovirus-Infektion 

 

 

Dissertation 

zur Erlangung des Grades 

„Doktor der Naturwissenschaften (Dr. rer. nat.)“ 

 

am Fachbereich Biologie der Johannes Gutenberg-Universität Mainz 

 

 

 

vorgelegt von  

 

Sara Hamdan  

geboren am 16.04.1995 in Marktredwitz 

 

 

     Mainz, Januar 2022  



 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dekan:  

1. Berichterstatter:    

2. Berichterstatter:   

 

Tag der mündlichen Prüfung:  23. Mai 2022



 
 

 
 

Eidesstattliche Erklärung 

Hiermit versichere ich, Sara Hamdan, dass ich meine Dissertation selbständig verfasst und keine 

andere als die angegeben schriftlichen und elektronischen Quellen sowie andere Hilfsmittel 

benutzt habe. Alle Ausführungen, die andere Schriften wörtlich oder sinngemäß entnommen 

wurden, habe ich kenntlich gemacht.  

 

 

____________________________   ____________________________ 

(Ort, Datum)      (Unterschrift)   

 

 

 

 



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

Für meine Eltern  

und 

meine Familie in Liebe, Dankbarkeit und Stolz 

 



Inhaltsverzeichnis 

I 
 

INHALTSVERZEICHNIS 

Inhaltsverzeichnis __________________________________________________________________ I 

Abkürzungsverzeichnis ____________________________________________________________ VI 

Tabellenverzeichnis ________________________________________________________________ XI 

Abbildungsverzeichnis _____________________________________________________________XII 

Zusammenfassung _______________________________________________________________ XIV 

Summary _________________________________________________________________________ XV 

1. Einleitung __________________________________________________________________ 1 

1.1. Familie der Herpesviridae _________________________________________________________ 1 

1.2. Cytomegalovirus _________________________________________________________________ 2 

1.2.1. Morphologie und Genomstruktur des CMV-Virions _____________________________________ 3 

1.2.2. Penetration der Wirtszelle, Genexpression und Replikation der CMV _____________________ 4 

1.3. Medizinische Relevanz der hCMV-Infektion _________________________________________ 5 

1.3.1. Pathogenese in immunkompetenten Patienten _________________________________________ 5 

1.3.2. Pathogenese in immunsupprimierten Patienten ________________________________________ 5 

1.4. Immunologische Kontrolle der CMV-Infektion ______________________________________ 7 

1.4.1. Phase I: Die angeborene Immunantwort _______________________________________________ 8 

1.4.1.1. Bedeutung von NK-Zellen ____________________________________________________________ 8 

1.4.2. Phase II: Adaptive Immunantwort _____________________________________________________ 9 

1.4.2.1. Bedeutung von CD8 T-Zellen _________________________________________________________ 9 

1.4.3. Phase III: CMV-Latenz und seine Auswirkung auf das Immunsystem ____________________ 10 

1.5. Zusammenhang von Treg und einer CMV-Infektion ________________________________ 10 

1.5.1. Entwicklung und Funktion der Treg __________________________________________________ 11 

1.5.1.1. CD4 Treg __________________________________________________________________________ 13 

1.5.1.2. CD8 Treg __________________________________________________________________________ 14 

1.6. mCMV-Infektion als Modellsystem für die hCMV-Infektion __________________________ 18 

1.7. Adoptive Immuntherapie _________________________________________________________ 18 

1.8. Zielsetzung der Arbeit ___________________________________________________________ 20 

2. Material ___________________________________________________________________ 21 

2.1. Allgemeine Laborausstattung und Reagenzien ____________________________________ 21 



Inhaltsverzeichnis 

II 
 

2.2. Plastikwaren und Vebrauchsmaterial _____________________________________________ 22 

2.3. Chemikalien und Lösungen ______________________________________________________ 23 

2.4. Medien und Zusätze für die Zellkultur _____________________________________________ 24 

2.5. Zusammengesetzte Puffer und Lösungen _________________________________________ 27 

2.5.1. Puffer tierexperimenteller Methoden _________________________________________________ 27 

2.5.2. Puffer immunologischer Methoden ___________________________________________________ 28 

2.5.3. Puffer für die Generierung von mCMV-Stocks_________________________________________ 28 

2.5.4. Puffer und Lösungen histologischer Methoden ________________________________________ 29 

2.6. Kits  ________________________________________________________________________ 30 

2.7. Enzyme  ________________________________________________________________________ 30 

2.8. Antikörper ______________________________________________________________________ 30 

2.8.1. Für die Durchflusszytometrie verwendete Antikörper___________________________________ 30 

2.8.2. Micro-Beads gekoppelte MACS und MagniSort Antikörper _____________________________ 31 

2.8.3. Für die Immunhistochemie verwendete Antikörper, Seren und Kits ______________________ 31 

2.9. Versuchstiere ___________________________________________________________________ 33 

2.10. Viren  ________________________________________________________________________ 33 

2.11. Primäre Zellen und Zelllinien _____________________________________________________ 34 

2.12. Statistik und Software ___________________________________________________________ 35 

3. Methoden _________________________________________________________________ 36 

3.1. Zellbiologische Methoden ________________________________________________________ 36 

3.1.1. Kryokonservierung und Rekultivierung von Zellen _____________________________________ 36 

3.1.2. Ermittlung der Zellvitalität und der Zellzahl ____________________________________________ 37 

3.1.3. Anlage von murinen embryonalen Fibroblasten (MEF) _________________________________ 37 

3.1.4. Anlage dendritischer Zellen (DC) aus dem Knochenmark ______________________________ 39 

3.2. Virologische Methoden __________________________________________________________ 40 

3.2.1. mCMV Produktion__________________________________________________________________ 40 

3.2.2. Virustiter-Bestimmung mittels Plaque-Assay __________________________________________ 42 

3.2.2.1. Virustiter-Bestimmung eines Virusstocks _____________________________________________ 42 

3.2.2.2. Virustiter-Bestimmung in Organhomogenaten _________________________________________ 43 

3.3. Immunologische Methoden ______________________________________________________ 44 

3.3.1. Isolierung von CD8 und CD4 T-Zellen aus unterschiedlichen Organen __________________ 44 

3.3.1.1. Milz _______________________________________________________________________________ 44 



Inhaltsverzeichnis 

III 
 

3.3.1.2. Thymus ___________________________________________________________________________ 45 

3.3.1.3. Lunge _____________________________________________________________________________ 46 

3.3.1.4. Blut _______________________________________________________________________________ 47 

3.3.2. Isolierung von T-Zellpopulationen mittels MACS ______________________________________ 48 

3.3.2.1. Positiv-Selektion mittels MACS ______________________________________________________ 48 

3.3.2.2. Negativ-Selektion mittels MACS _____________________________________________________ 50 

3.3.3. Negativ-Selektion mittels MagniSort _________________________________________________ 51 

3.3.4. In ex-vivo Suppressions-Assay ______________________________________________________ 53 

3.3.5. Nachweis der Zytokinsekretion ______________________________________________________ 57 

3.3.6. Next Generation Sequencing (NGS) _________________________________________________ 60 

3.4. Zytofluorometrische Methoden ___________________________________________________ 62 

3.5. Immunhistochemie (IHC) _________________________________________________________ 64 

3.5.1. Einbetten und Schneiden der Organe ________________________________________________ 65 

3.5.2. Deparaffinierung, Rehydratisierung und Demaskierung ________________________________ 66 

3.5.3. Nachweis einer mCMV Infektion – mCMV-IE1 ________________________________________ 66 

3.5.4. Nachweis von CD8 Treg ____________________________________________________________ 68 

3.6. Tierversuche ____________________________________________________________________ 69 

3.6.1. Immunsuppression _________________________________________________________________ 69 

3.6.2. Intraperitoneale Infektion ___________________________________________________________ 69 

3.6.3. Intraplantare Infektion ______________________________________________________________ 70 

3.6.4. Intravenöser Zelltransfer ____________________________________________________________ 70 

3.6.5. Adoptiver Transfer _________________________________________________________________ 70 

4. Ergebnisse ________________________________________________________________ 74 

4.1. Prozentuale Verteilung der Treg __________________________________________________ 75 

4.2. Suppressives Potential von Treg nach einer mCMV-Infektion _______________________ 77 

4.3. Suppressives Potential von Treg ohne mCMV-Infektion ____________________________ 80 

4.4. Verantwortliche Mechanismen für den suppressiven Effekt der Treg ________________ 84 

4.4.1. Fas/FasL, CD28 und CTLA-4 Expression _____________________________________________ 84 

4.4.2. Zytokinsekretion ___________________________________________________________________ 86 

4.4.2.1. Zytokinsekretion von Tresp und Treg aus mCMV-infizierten Mäusen ____________________ 87 

4.4.2.2. Zytokinsekretion von Tresp und Treg aus naiven Mäusen ______________________________ 93 

4.5. Genom-Datenbank der CD8 Treg ________________________________________________ 100 

4.5.1. Zelltod ___________________________________________________________________________ 103 

4.5.1.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg Sub I 

aus naiven Mäusen _______________________________________________________________ 104 



Inhaltsverzeichnis 

IV 
 

4.5.1.2. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-

infizierten Mäusen_________________________________________________________________ 107 

4.5.2. Immun-Checkpoint ________________________________________________________________ 109 

4.5.2.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg Sub I 

aus naiven Mäusen _______________________________________________________________ 111 

4.5.2.2. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-

infizierten Mäusen_________________________________________________________________ 113 

4.5.3. Inflammatorische Zytokine und Chemokine __________________________________________ 115 

4.5.3.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg Sub I 

aus naiven Mäusen _______________________________________________________________ 116 

4.5.3.2. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-

infizierten Mäusen_________________________________________________________________ 118 

4.5.4. Treg Marker und wichtige Regulatoren ______________________________________________ 120 

4.5.4.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg Sub I 

aus naiven Mäusen _______________________________________________________________ 120 

4.2.1.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-

infizierten Mäusen_________________________________________________________________ 122 

4.6. Testen des suppressiven Potentials von CD8 Treg Subpopulationen _______________ 124 

4.7. Adoptiver Transfer der Treg _____________________________________________________ 126 

4.7.1. Transfer von CD4 und CD8 Treg ___________________________________________________ 129 

4.7.1.1. Transfer von CD4 Treg ____________________________________________________________ 129 

4.7.1.1.1. Transfer von 5x105 CD4 Treg ____________________________________________________ 129 

4.7.1.1.2. Transfer von 9x105 CD4 Treg ____________________________________________________ 132 

4.7.1.2. Transfer von CD8 Treg ____________________________________________________________ 134 

4.7.1.2.1. Transfer von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV ___________________________________________ 134 

4.7.1.2.2. Transfer von 9x105 CD8 Treg Sub I+IV ___________________________________________ 136 

4.7.1.2.3. Transfer von 5x104 CD8 Treg Sub I ______________________________________________ 139 

5. Diskussion _______________________________________________________________ 142 

5.1. CD8 Treg und CD8 Treg Subpopulationen sind suppressiv in vitro _________________ 142 

5.2. Suppressive Mechanismen der CD8 Treg ________________________________________ 145 

5.2.1. CTLA-4 Expression von CD4 und CD8 Treg _________________________________________ 145 

5.2.2. Zytokinsekretion von CD4 und CD8 Treg ____________________________________________ 147 

5.2.3. Ausblick über suppressiven Mechanismen der Treg __________________________________ 149 

5.3. CD8 Treg Subpopulationen unterscheiden sich signifikant in ihrer Genexpression  _ 149 

5.3.1. CD8 Treg Sub I exprimieren Gene, die Apoptose initiieren ____________________________ 150 

5.3.2. CD8 Treg Sub I exprimieren anti-inflammatorische Immune-Checkpoints _______________ 152 



Inhaltsverzeichnis 

V 
 

5.3.3. CD8 Treg Sub I exprimieren inflammatorische Chemokine ____________________________ 153 

5.3.4. CD8 Treg Sub I exprimieren Aktivierungsmarker _____________________________________ 154 

5.3.5. Fazit der Genexpressionsanalysen _________________________________________________ 154 

5.4. CD4 und CD8 Treg sind in vivo nicht suppressiv _________________________________ 155 

5.4.1. Fazit und Ausblick der Treg Suppression in vivo _____________________________________ 157 

6. Literatur __________________________________________________________________ 159 

7. Anhang __________________________________________________________________ 189 

8. Danksagung ______________________________________________________________ 204 

9. Lebenslauf _______________________________________________________________ 205 



Abkürzungsverzeichnis 

VI 
 

ABKÜRZUNGSVERZEICHNIS 

A. bidest Aqua ad iniectabilia 

ABC Avidin-Biotin-Peroxidase-Färbung 

AIDS Aquired Immunodeficiency syndrome 

AIF Apoptose induzierenden Faktor 

APC Antienpräsentierende Zelle, Allophycocyanin 

Areg Amphiregulin-Protein 

AT Adoptiver Transfer 

BTLA B- und T-Zell Attenuator 

Casp3 Caspase-3 

CFDEA-SE 5,6-Carboxylfluoreszein-Diacetat-Succinimidylester 

CFSE Carboxyfluoreszein-Succinimidyl-Ester 

CID Cytomegalic inclusion disease 

CTL Cytotoxic T lymphocyte 

CTLA-4 T-Lymphozyt assoziierte Antigen 4 

DAB Diaminobenzidin 

DC Dendritische Zelle 

DMEM Dulbecco's modified eagle medium 

DMSO Dimethylsulfoxid 

DPBS Dulbecco's Phosphate Buffered Saline 

DTR Diphteria Toxin Rezeptor 

E Early 

EBV Epstein-Barr-Virus 

EDTA Dinatriumsalz-Dihydrat, Ethylendiamintetraessigsäure Tetranatriumsalz 

EGFR Ephithelial growth factor receptor 



Abkürzungsverzeichnis 

VII 
 

ELISA Enzyme-linked immunosorbent assay 

EMA Ethidiumbromid 

FACS Fluorescence activated cell sorting 

FCS Fötales Kälberserum 

FITC Fluoreszeinisothioyanat 

FSC Forward scatter 

GARP Glykoprotein-A-Wiederholungen 

GFP Green fluorescent protein 

GM-CSF Granulocyte macrophage colony-stimulating factor 

Gsdmd Gasdermin-D 

GvHD Graft versus host disease 

Gy Gray (unit) 

Gzma Granzym A 

Gzmb Granzym B 

Gzmk Granzym K 

H2O2 Wasserstoffperoxid 

hCMV Humanes Cytomegalovirus, Humanes Cytomegalovirus 

HHV Humane Herpesviren 

HIV Humanes Immundefizienz-Virus 

HSC Hämatopoetische Stammzelltransplantation 

HSPG Heparansulfat-Proteoglykan 

HSV-1 Herpes-Simplex-Virus 1 

HSV-2 Herpes-Simplex-Virus 2 

HVEM Herpesvirus-Eintrittsmediator 

i.f. intraplantare Infektion 

i.p. intraperitoneale Infektion 



Abkürzungsverzeichnis 

VIII 
 

i.v. intravenöser Transfer 

IC Immun-Checkpoint 

Icos Inducible T cell costimualtor 

IDO Indoleamine 2,3-dioxygenase 

IE Immediate early 

IFN-I Typ-I Interferon 

IFNγ Interferon-Gamma 

IHC Immunhistochemie 

Irf4 Interferon regulatory factor 4 

iTreg Induced Treg 

KCl Kalciumchlorid 

KH2PO4 Kaliumhydrogenphosphat 

KLRG1 Killer cell lectin-like receptor G1 

KSHV Kaposi-Sarkom-assoziiertes Herpesvirus 

L Late 

Lag3 Lymphocyte activation gene 3 

LS-Säule Large cells columns for separation 

LT Lymphotoxin 

MACS Magnetic cell separation 

mCMV Murines Cytomegalovirus 

MEF Murine embryonale Fibroblasten 

MEM Minimum Essential Medium 

MHC Major histocompatibillity complex 

MIEPE Major immediate early promoter enhancer 

Mlk Mixed Lineage Kinase Domain-Like 

MOG Myelin oligodendrocyte glycoprotein 



Abkürzungsverzeichnis 

IX 
 

NaCl Natriumchlorid 

NaHCO3 Natriumhydrogencarbonat 

NaOH Natriumhydroxid 

NGS Next generation sequencing 

NK Natürliche Killer Zellen 

p.A. pro Analysi 

p.i. Post-Infektion 

Parg Poly [ADP-Ribose] Glykohydrolase 

Parp1 Poly [ADP-Ribose] Polymerase 1 

PCA Principal component analysis 

PD-1 Programmierter Tod 

pDC Plasmazytoide dendritische Zellen 

Pdcd1 Programmed cell death protein 1 

Pdcd1l1 Programmed cell death protein 1 ligand 1 

PE R-Phycoerythrin 

PE-Cy5 Phycoerythrin-Cy5-Tandem-Konjungat 

PE-Cy7 Phycoerythrin-Cy7-Tandem-Konjugat 

PFU Plaque forming unit 

PI Propidiumiodid 

prf1 Perforin 

pTreg Peripherially derived Treg 

RIP1 Rezeptor-interagierende Proteinkinase 1 

RIP3 Rezeptor-interagierende Proteinkinase 3 

RPMI Rosewell Park Memorial Institute 

SA-PE Streptavidin-Phycoerythrin 

SCID Severe combined immunodeficiency 



Abkürzungsverzeichnis 

X 
 

Sek Sekunde 

SOCS Suppressors of cytokine signalling 

SPF Specified-pathogen-free 

SSC Side scatter 

TARC Translational Animal Reserach Center 

TCR T-Zellrezeptor 

Tigit T-Zell-Immunrezeptor mit Ig und ITIM Domänen 

TLR Toll-like-Rezeptor 

TNF Tumornekrosefaktor 

tnfsf18 Glucocorticoid-induced tumor necrosis factor protein GITR 

Tresp Responder T-Zelle 

TRON Translationale Onkologie 

tTreg Thymus derived Treg 

ü.N. über Nacht 

VE Vollentsaltzes Wasser 

Visir V-domain Ig Supressor der T-Zell Aktivierung 

VSP Virusstandardpuffer 

VZV Varicella Zoster Virus 

WT Wildtyp 

β-ME 2-Mercaptoethanol 

 



Tabellenverzeichnis 

XI 
 

TABELLENVERZEICHNIS 

Tab. 1: Klassifizierung humanpathogener Herpesviren. ______________________________ 1 

Tab. 2: Titrationsschema des Suppression-Assays. ________________________________ 57 

Tab. 3: Titration des Standards des LegendPlex-Assays. ____________________________ 59 

Tab. 4: Absorptions- und Emissionsmaxima eingesetzter Fluorochrome. ________________ 63 

Tab. 5: Antikörper Färbungen der Serienschnitte zum Nachweis der CD8 Treg. __________ 69 

Tab. 6: Gruppen des Zelltransfers eines ATs. _____________________________________ 73 

Tab. 7: CD8 Treg Phänotypen in den Suppression-Assays. __________________________ 77 

Tab. 8: Gruppierung der RNA-Sequenzierungsdaten. ______________________________ 101 

Tab. 9: Pro und anti-inflammatorische Zytokin und Chemokin-Regulation. ______________ 115 

Tab. 10: Gruppen des Transfers von CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren. __________ 127 

Tab. 11: Gruppen des Transfers von CD4 Treg und CD8 T-Zellen. ___________________ 130 

Tab. 12: Gruppen des Transfers von CD4 Treg und CD8 T-Zellen. ___________________ 132 

Tab. 13: Gruppen der transferierten CD8 Treg Sub I+IV und CD8 T-Zellkonzentration. ____ 134 

Tab. 14: Gruppen des Transfers  von CD8 Treg Sub I+IV und CD8 T-Zellkonzentrationen. 137 

Tab. 15: Gruppen des Transfers von CD8 Treg Sub I und CD8 T-Zellkonzentrationen. ____ 139 

 



Abbildungsverzeichnis 

XII 
 

ABBILDUNGSVERZEICHNIS 

Abb. 1: Immunhistochemische Färbung (IHC) infizierter Zellen nach einer mCMV-Infektion. __ 3 

Abb. 2: Aufbau und Struktur eines hCMV-Virions. ___________________________________ 4 

Abb. 3: Drei Phasen einer CMV-Infektion. _________________________________________ 7 

Abb. 4: Unterdrückungsmechanismen der Treg. ___________________________________ 13 

Abb. 5: CD8 Treg Subpopulationen. ____________________________________________ 15 

Abb. 6: Suppressive Mechanismen der CD8 Treg. _________________________________ 17 

Abb. 7: Prinzip der positiv-Selektion mittels MACS. ________________________________ 49 

Abb. 8: Prinzip der negativ-Selektion mittels MACS. ________________________________ 50 

Abb. 9: Prinzip der negativ-Selektion mittels MagniSort. _____________________________ 51 

Abb. 10: Prinzip des Suppression-Assays. _______________________________________ 54 

Abb. 11: Prinzip des ATs. ____________________________________________________ 71 

Abb. 12: Prozentuale Verteilung der Treg. _______________________________________ 76 

Abb. 13: Suppression-Assay nach mCMV-Infektion. ________________________________ 79 

Abb. 14: Testen des suppressiven Potentials der CD4 Treg aus naiven Mäusen. _________ 81 

Abb. 15: Testen des suppressiven Potentials der CD8 Treg Sub I+IV aus naiven Mäusen. __ 83 

Abb. 16: CD28 und CTLA-4 Interaktionen. _______________________________________ 84 

Abb. 17: Oberflächenexpression der Treg. _______________________________________ 85 

Abb. 18: Zytokinsekretion der Kokulturen von Tresp und Treg aus mCMV-infizierten Mäusen 

nach einem Suppression-Assay. _______________________________________________ 87 

Abb. 19: Zytokinsekretion der Kokulturen von Tresp und Treg aus naiven Mäusen nach einem 

Suppression-Assay. _________________________________________________________ 93 

Abb. 20: Übersicht der RNA-Sequenzierungsdaten. _______________________________ 102 

Abb. 21: Expression der am Zelltod beteiligten Gene in CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und 

naiver Mäuse. ____________________________________________________________ 106 

Abb. 22: Expression der am Zelltod beteiligten Gene in CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III 

mCMV-infizierter Mäuse. ____________________________________________________ 107 



Abbildungsverzeichnis 

XIII 
 

Abb. 23: Expression der am Immun-Checkpoint beteiligten Genen in CD8 Treg Sub I mCMV-

infizierter und naiver Mäuse. _________________________________________________ 111 

Abb. 24: Expression der am Immun-Checkpoint beteiligten Gene der CD8 Treg Sub I und CD8 

Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen. _____________________________________ 114 

Abb. 25: Zytokin und Chemokin-Expression von CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und naiver 

Mäuse. __________________________________________________________________ 116 

Abb. 26: Zytokin und Chemokin-Expression von CD8 Treg Sub I und CD8 Treg Sub III. ___ 119 

Abb. 27: Expression von Treg Marker und wichtigen Regulatoren von CD8 Treg Sub I mCMV-

infizierter und naiver Mäuse. _________________________________________________ 121 

Abb. 28: Expression von Treg Marker und wichtigen Regulatoren von CD8 Treg Sub I und CD8 

Treg Sub III. ______________________________________________________________ 123 

Abb. 29: Testen des suppressiven Potentials von CD8 Treg Subpopulationen: __________ 125 

Abb. 30: Adoptiv transferierte CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren. _______________ 128 

Abb. 31: Testen des suppressiven Potentials von 5x105 CD4 Treg in einem AT. _________ 131 

Abb. 32: Testen des suppressiven Potentials von 9x105 CD4 Treg in einem AT. _________ 133 

Abb. 33: Testen des suppressiven Potentials von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV in einem AT. _ 135 

Abb. 34: Testen des suppressiven Potentials von 9x105 CD8 Treg Sub I+IV in einem AT. _ 138 

Abb. 35: Testen des suppressiven Potentials von 5x104 CD8 Treg Sub I in einem AT. ____ 140 

Abb. 36: Lokalisierung der CD8 Treg. __________________________________________ 157 

 



Zusammenfassung 

XIV 
 

ZUSAMMENFASSUNG 

Regulatorische T-Zellen (Treg) können die Selbsttoleranz des Immunsystems regulieren, indem 

sie die angeborene und adaptive Immunantwort supprimieren. Ihre spezifische Rolle während 

einer murinen Cytomegalovirus (mCMV)-Infektion, insbesondere in Bezug auf ihrer Interaktion 

mit Effektor T-Zellen, ist noch unklar.  

Die vorliegende Arbeit diente der Untersuchung der funktionellen und phänotypischen 

Eigenschaften von Treg – insbesondere der CD8 positiven Treg – im Zusammenhang mit einer 

mCMV-Infektion. Dabei wurde das suppressive Potential der CD4 und CD8 Treg in Bezug auf 

die Effektor T-Zellen in vitro und in vivo getestet. Es wurden auch die potenziell verantwortlichen 

suppressiven Mechanismen der Treg in vitro analysiert. Zudem wurden CD8 Treg mittels 

RNA-Sequenzierungen weiter charakterisiert. 

Es konnte hier erstmals gezeigt werden, dass CD8 Treg mindestens so suppressiv in vitro sind, 

wie CD4 Treg. Das suppressive Potential wurde dabei durch eine mCMV-Infektion beeinflusst, 

jedoch konnte der suppressive Effekt von CD4 und CD8 Treg in vivo nicht bestätigt werden. 

Beide Treg Populationen sekretieren anti- und pro-inflammatorische Zytokine, die von einer 

mCMV-Infektion und den CD4 und CD8 Effektor T-Zellen abhängig ist. Eine weitere Erkenntnis 

der vorliegenden Arbeit war, dass die, im Rahmen dieser Arbeit definierten, CD8 Treg 

Subpopulationen sich in ihrer Genexpression voneinander unterscheiden. 

 

 



Summary 

XV 
 

SUMMARY  

Regulatory T cells (Treg) can regulate the self-tolerance of the immune system by suppressing 

the innate and adaptive immune response. Their specific role during a murine cytomegalovirus 

(mCMV) infection, especially their interaction with effector T cells, is still unclear.  

The present study investigated the functional and phenotypical properties of Treg – in particular 

CD8 positive Treg – in the context of mCMV infection. In detail, the suppressive potential of CD4 

and CD8 Treg on effector T cells was determined in vitro and in vivo. Furthermore, the potentially 

responsible suppressive mechanisms of Treg were analysed in vitro. In addition, CD8 Treg were 

further characterized via RNA sequencing.  

The present work showed for the first time, that CD8 Treg were at least as suppressive in vitro 

as their CD4-positive counterpart. The suppressive potential was influenced by an 

mCMV-infection; however, the suppressive effect could not be confirmed in vivo. It was further 

shown, that both Treg secrete anti- and pro-inflammatory cytokines, which were dependent on 

mCMV-infection as well as on CD4 and CD8 effector T cells. Another core finding was that the 

CD8 Treg subpopulations defined in this work differ significantly from each other in their gene 

expression profile 
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1. EINLEITUNG 

Die vorliegende Arbeit diente der weiteren Untersuchung der funktionellen und phänotypischen 

Eigenschaften von CD8-positiven regulatorischen T-Zellen im Zusammenhang mit einer 

Cytomegalovirus-Infektion. In der Einleitung wird zunächst kurz die Familie der Herpesviridae 

(s. 1.1) und im Anschluss die Pathogenese, sowie die medizinische Relevanz der 

Cytomegaloviren (s. 1.2; 1.3) beschrieben. Danach wird näher auf die Immunkontrolle einer 

Cytomegalovirus-Infektion (s. 1.4) sowie auf die regulatorischen T-Zellen und deren Relevanz 

im Zusammenhang mit einer Cytomegalovirus-Infektion eingegangen (s. 1.5). Zusätzlich dazu 

wird näher auf die murine Cytomegalovirus-Infektion als Modell gegen das humane 

Cytomegalovirus (s. 1.6), sowie auf die adoptive Immuntherapie eingegangen (s. 1.7). 

1.1. Familie der Herpesviridae 

Der Begriff „Herpes“ geht auf Hippokrates zurück, welcher abnorme Hautgeschwüre mit dem 

altgriechischen Wort „έρπειν“, latein.: „herpes“ beschrieb (Wagner & Bloom 1997). Dies bedeutet 

„schleichen / kriechen“. Erst Jahrhunderte später konnte festgestellt werden, dass es sich bei 

Herpes um eine kontagiöse Viruserkrankung handelt (Wagner & Bloom 1997). Es wurden bis 

dato mehr als 200 Spezies von Herpesviren bei Wirbel- und Säugetieren entdeckt, darunter sind 

acht humanpathogen (humane Herpesviren, HHV) (s. Tab. 1).  

Tab. 1: Klassifizierung humanpathogener Herpesviren. 

Unterfamilie Genus Virus Synonym Referenz 

α-Herpesvirinae 
Simplexvirus 

HHV-1 Herpes-Simplex-Virus 1 (HSV-1) 
(Grüter 1924, Schneweis 

1962) 

HHV-2 Herpes-Simplex-Virus 2 (HSV-2) (Schneweis 1962) 

Varicellovirus HHV-3 Varicella Zoster Virus (VZV) (Dumas et al. 1980) 

β-Herpesvirinae 

Cytomegalovirus HHV-5 Humanes Cytomegalovirus (hCMV) (SMITH 1956) 

Roseolovirus 
HHV-6 

  (Frenkel et al. 1990) 
HHV-7 

γ-Herpesvirinae 
Lymphocryptovirus HHV-4 Epstein-Barr-Virus (EBV) 

(EPSTEIN et al. 1965, 
Lindquester & Pellett 

1991) 

Rhadinovirus HHV-8 
Kaposi-Sarkom-assoziiertes 

Herpesvirus (KSHV) 
(Chang et al. 1994) 

 

Alle Arten von Herpesviren weisen morphologische Gemeinsamkeiten auf. Unter anderem sind 

Mitglieder der Herpesviridae 124-235 Kilobasenpaare (kbp) große, behüllte Viren mit linearer 

doppelsträngiger DNA (100-200nm) (Roizman et al. 1981). Die Viren bestehen aus vier 

Hauptkomponenten: Lipidhülle, amorphe Tegument, ikosaedrisches Kapsid und das 
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DNA-Protein-Komplex (core) (Hay et al. 1987, Whitley 1996). Zudem werden alle Herpesviren 

durch Tröpfcheninfektion (z.B. Sprechen, Niesen, Husten), sowie durch direkte (z.B. Küssen, 

Geschlechtsverkehr) oder indirekte Schmierinfektion (z.B. Händeschütteln) übertragen. Auch 

eine diaplazentare Infektion von der Mutter auf das Kind ist möglich. Alle Mitglieder der Familie 

haben außerdem die Fähigkeit zur Etablierung der Latenz, d.h. die Viren verbleiben nach der 

Primärinfektion lebenslang in ihrem Wirt, können jedoch aufgrund von Immunsuppressionen 

oder z.B. Stress, UV-Strahlung etc. reaktiviert werden (Roizman & Baines 1991). Dabei 

verursachen folgende Viren die schwersten Krankheitsverläufe: Herpes-simplex-Virus 1 und 2 

(HSV1 und HSV2), Eppstein-Barr-Virus (EBV), Cytomegalovirus (CMV) und Varizella-Zoster-

Virus VZV (Grinde 2013). Aufgrund der Kontagiösität sind nahezu 100% der Weltbevölkerung 

mit mindestens einem der Herpesviren infiziert (Grinde 2013). Herpesviren wurden aufgrund 

ihrer Strukturen, Pathogenität, Replikationsstrategien, sowie der Zytophatologie in drei 

Untergruppen eingeteilt: α-, β, und γ- Subfamilien (Roizman et al. 1981).  

α-Herpesviridae zeichnen sich durch ihr breites Zell-Spektrum, einen kurzen Replikationszyklus, 

sowie der Latenz in Ganglienzellen aus (Wagner & Bloom 1997).  

β-Herpesviridae zeigen eine strikte Speziesspezifität, lange Replikationszyklen und eine 

Etablierung der Latenz in Zellen des angeborenen sowie adaptiven Immunsystems (Grinde 

2013). Näheres zu dieser Subfamilie folgt im nächsten Kapitel (s. 1.2).   

γ-Herpesviridae besitzen ein limitiertes Wirtsspektrum und etablieren ihre Latenz in B- und 

T-Lymphozyten (lymphoiden Geweben) (Roizmann et al. 1992, Pellet & Roizman 2007).  

1.2. Cytomegalovirus  

Das Cytomegalovirus (CMV) gehört zur Familie der Herpesviridae nach der Klassifikation des 

Internationalen Komitees für Virustaxonomie (Roizman et al. 1981). Namensgebend für das 

Virus war die charakteristische Vergrößerung infizierter Zellen, Zytomegalie (griech. μεγαλος; 

latein: megalos; riesig). Dieses Phänomen wird oftmals als Eulen-Augen-Zellen bzw. 

Riesenzellen bezeichnet, da nach einer CMV-Infektion die Zellkerne so stark vergrößert sind, 

dass diese Eulenaugen ähneln (s. Abb. 1) (Weller et al. 1960). Das Virus ist weltweit verbreitet, 

jedoch hängt seine Inzidenz sowohl vom Lebensalter als auch von sozioökonomischen Faktoren 

ab (Ho 2008). In Entwicklungsländern beträgt die Durchseuchungsrate nahezu 100%, während 

in Industrieländern nur etwa 50% der Bevölkerung mit dem humanen CMV (hCMV) infiziert ist 

(Ho 2008). 
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Abb. 1: Immunhistochemische Färbung (IHC) infizierter Zellen nach einer mCMV-Infektion. Die infizierten 
Zellen wurden mit einem Virusantigen-spezifischen Primärantikörper (IE1, Cr101) und einem 
Peroxidase-gekoppelten Sekundärantikörper gefärbt. Das Substrat dieser Färbung ist Diaminobenzidin (DAB; 
Bildung von braunen Präzipitaten). Die nicht-infizierten Zellkerne erschienen durch die Gegenfärbung mit 
Hämatoxylin blau. Die vergrößerten, braun gefärbten, infizierten Zellkerne werden aufgrund ihres Aussehens als 
Eulen-Augen-Zellen bezeichnet. Die Aufnahme zeigt eine 40x Vergrößerung. Der Marker repräsentiert 50µm. 
 

Neben dem humanpathogenen Vertreter, hCMV, gibt es auch tierpathogene Spezies, unter 

anderem das murine CMV (mCMV), das CMV aus der Ratte oder dem Meerschweinchen 

(Reddehase 2002). Da das hCMV nicht in experimentellen Modellen untersucht werden kann, 

wurde die mCMV-Infektion bei Mäusen zudem am weitesten verbreiteten Modell für die 

Untersuchung der Prinzipien einer CMV-Infektion, sowie deren Pathogenese (Reddehase 2002, 

Reddehase 2013a). Weitere Details sind in Kapitel 1.6. erklärt. 

1.2.1. Morphologie und Genomstruktur des CMV-Virions 

Der Aufbau von CMV (s. Abb. 2) weist die klassische Morphologie der Herpesviridae auf (s. 1.1). 

Cytomegaloviren haben einen Durchmesser von 150-200nm mit einer linearen doppelsträngigen 

DNA (ca. 230kbp) (Reddehase 2013a). Dadurch enthält CMV das größte Genom im Vergleich 

zu den restlichen Viren innerhalb der Familie der Herpesviren (Reddehase 2013a). In etwa 170 

offene Leserahmen (open reading frames; ORFs) konnten bei mCMV und 200 ORFs bei hCMV 

identifiziert werden (Chee et al. 1990, Cha et al. 1996, Rawlinson et al. 1996, Murphy et al. 2003, 

Dolan et al. 2004, Tang et al. 2006). Jedoch konnte den meisten ORFs noch keine definierte 

Funktion zugeordnet werden. Es wird davon ausgegangen, dass unter den 170 ORFs von 

mCMV ca. 78 eine starke Homologie zu den hCMV ORFs aufweisen (Reddehase 2013b).  Das 

Kapsid hat einen Durchmesser von ca. 100nm und besteht aus 162 Kapsomeren die für den 

Aufbau und Reifung des Virions essentiell sind (Chen et al. 1999, Landolfo et al. 2003, 

Tomtishen 2012, Reddehase 2013a). Im Tegument befinden sich in etwa 20-25 virale Proteine, 

welche an der Virionenreifung, der viralen sowie zellulären Ereignissen während einer Infektion 

oder der Freisetzung viraler DNA beteiligt sein könnten (Landolfo et al. 2003, Reddehase 



Einleitung 

4 
 

2013a). In der Lipidhülle befinden sich virale und zelluläre Glykoproteine welche essentiell für 

die Virionenreifung und Induktion einer CMV-spezifischen Immunantwort sind (Tooze et al. 

1993, Varnum et al. 2004, Pellet & Roizman 2007).  

 

Abb. 2: Aufbau und Struktur eines hCMV-Virions. Typischer Aufbau eines hCMV-Virions mit dreischichtiger 

Struktur, bestehend aus doppelsträngiger DNA, Kapsid, Tegument und Lipidhülle in die viralen Glykoproteine (gM, 

gN gH, gL, gO, gB) eingelagert sind. Modifiziert nach Streblow et al. 2006. 

1.2.2. Penetration der Wirtszelle, Genexpression und Replikation der CMV 

CMV initiiert die Infektion über eine unspezifische Bindung viraler Glykoproteine (gM, gN, gB) 

an Heparansulfat-Proteoglykan (HSPG). Dadurch wird die Adsorption eingeleitet (Compton et 

al. 1993). Anschließend, interagieren und binden virale Proteine an zelluläre Rezeptoren 

(docking). Mögliche Kandidaten sind vermutlich der epithelial growth factor receptor (EGFR), 

Annexin II, CD13 und/oder Integrine (Söderberg et al. 1993, Wright et al. 1994, Feire et al. 2004). 

Nach der Bindung kann die virale Lipidhülle mit der Zellmembran der Wirtszelle fusionieren, 

wodurch das Kapsid in das Zytoplasma der Wirtszelle gelangt (= Penetration). Dies geschieht 

bei CMV durch einen pH-unabhängigen Prozess (Compton et al. 1992, Compton et al. 1993). 

Das Tegument wird im Zytoplasma entfernt (uncoating), wodurch das virale Genom ins 

Nukleoplasma des Wirts abgegeben wird (Ojala et al. 2000). 

Die CMV-Infektion in permissiven Wirtszellen wird kaskadenartig reguliert und besteht aus 

folgenden viraler Ereignisse: Viraler Eintritt; IE (immediate early)- und E (early)- Genexpression; 

DNA-Replikation, L (late)-Phase und zuletzt die virale Verpackung und Freigabe (Honess & 

Roizman 1974, Emery & Griffiths 1990, Mocarski et al. 2007, Martínez et al. 2014). Sobald nach 

dem viralen Eintritt zelluläre Transkriptionsfaktoren an den major immediate early promoter 

enhancer (MIEPE) binden, kann die Transkription der IE-Gene initiiert werden (Kropp et al. 

2009). Die im Anschluss ablaufende E-Phase ist abhängig von der Expression der 

IE-Genprodukte. E-Proteine sind von besonderer Bedeutung für die DNA-Replikation des CMV 
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Genoms, welche den Beginn der L-Phase definieren. In dieser Phase werden Strukturproteine 

synthetisiert.  

1.3. Medizinische Relevanz der hCMV-Infektion  

Die Übertragung von hCMV kann horizontal oder vertikal erfolgen. Die horizontale 

Transmission findet durch Schmier- oder Tröpfcheninfektion, Organtransplantationen oder 

Bluttransfusionen statt (Reddehase 2002, Mocarski et al. 2007). Die vertikale Transmission 

erfolgt diaplazentar, während der Geburt von der infizierten Mutter auf das ungeborene Kind, 

oder postnatal über die Muttermilch. hCMV gilt als die häufigste infektiöse Ursache für 

angeborene neurologische Erkrankungen durch eine diaplazentare Übertragung während der 

Schwangerschaft (Jean Beltran & Cristea 2014). Auf die Pathogenese der hCMV-Infektion wird 

in den Kapiteln 1.3.1 und 1.3.2 näher eingegangen.  

1.3.1. Pathogenese in immunkompetenten Patienten  

Die Primärinfektion von immunkompetenten Patienten mit hCMV läuft meist asymptomatisch 

ab, da das Immunsystem die Virusausbreitung kontrollieren kann (s. 1.4). Vereinzelt wird von 

einer Mononukleose-ähnlicher Symptomatik berichtet (Klemola et al. 1970). Eine 

hCMV-Infektion kann während des gesamten Lebens erfolgen. Trotz effizienter Immunkontrolle 

wird – wie bei allen Herpesviren – eine lebenslange Latenz etabliert. Während der Latenz ist 

das infektiöse Virus nicht nachweisbar. Eine Ausscheidung infektiöser Virionen erfolgt während 

der Primärinfektion sowie während einer Rekurrenz (Reaktivierung des viralen Genoms zur 

produktiven Infektion) (Mocarski et al. 2007). Das hCMV kann vor allem im Urin und Speichel 

nachgewiesen werden (Meyers et al. 1990).  

1.3.2. Pathogenese in immunsupprimierten Patienten  

Von besonderer Relevanz ist die CMV-Infektion in immunsupprimierten Patienten, sowie bei 

Neugeborenen und Ungeborenen mit nicht ausgereiftem Immunsystem, da die Infektion zu 

schwerer klinischer Manifestation führen, oder letal enden kann. Dabei lassen sich drei 

Risikogruppen unterscheiden: 

I. Kongenital infizierte Embryonen oder Föten 

Schwerwiegende kongenitale Infektionen treten vor allem nach einer Primärinfektion 

oder Reinfektion auf, wodurch lebenslange neurologische Folgen wie zum Beispiel 
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mentale Retardation entstehen können (Fowler et al. 1992, Reddehase 2002, Mocarski 

et al. 2007). Die hervorgerufene Symptomatik wird als CID (cytomegalic inclusion 

disease) bezeichnet (Jahn et al. 1988). Der Name CID spiegelt zwei pathognomische 

zytopathologische Anzeichen einer CMV-Infektion wider: zum einen die Vergrößerung 

von infizierten Zellen (Zytomegalie) sowie die Bildung eines intranukleären 

Einschlusskörpers (Reddehase 2002). Es wurde beschrieben, dass ungefähr 1/3 der 

Schwangeren nach einer hCMV-Primärinfektion das Virus auf ihr Kind übertragen, 

wobei nur 10% der Kinder Symptome und 90% der Kinder keine Symptome aufweisen 

(Boppana et al. 1992, Fowler et al. 1992). Die Symptome der Kinder sind besonders 

schwerwiegend, wenn sich die Mutter in den ersten 16 Schwangerschaftswochen zum 

ersten Mal mit hCMV infiziert, da dort die Organentwicklung und neuronale Migration 

des Embryos stattfindet (Revello et al. 2006, Gibson et al. 2007, Hassan et al. 2007, 

La Rosa & Diamond 2012). Seronegative schwangere Frauen tragen ein 40%iges 

Risiko einer CMV-Übertragung auf ihren Fötus, wobei eine vertikale Transmission auch 

in seropositive Schwangeren auftreten kann (Revello et al. 2006).   

II. Patienten mit immunsuppressiver Behandlung 

Zu dieser Risikogruppe gehören Empfänger nach hämatopoetischen 

Stammzell- (HSC) oder Organtransplantation sowie Krebspatienten (Dowling et al. 

1976, Neiman et al. 1977, Singh et al. 1988). Der CMV-Serostatus von 

Transplantatdonoren und -rezipienten und/oder die Immunsuppression nach einer 

Transplantation beeinflussen die Erkrankung nach einer CMV-Infektion (Miller et al. 

1991, Boeckh et al. 2003). Die häufigsten Organmanifestationen nach einer primären 

oder rekurrenten CMV-Infektion sind interstitielle Pneumonie, Kolitis, Gastroenteritis, 

Hepatitis und Retinitis (Moskowitz et al. 1985, Cheung & Teich 1999, Mocarski et al. 

2007). Außerdem führt eine CMV-Infektion häufig zu einer Transplantationsabstoßung 

oder zu einer signifikanten Funktionsminderung (Duncan et al. 1994, Roberts et al. 

1998, Waiser et al. 1998, Hartmann et al. 2006). Eine antivirale Chemotherapie limitiert 

die CMV-Infektion in den Patienten, doch die Anwendung führt zu einer erheblichen 

Toxizität wodurch Transplantatempfänger dem Risiko multipler Infektionen ausgesetzt 

sind (Limaye et al. 2006, Gratama et al. 2010). Wenn antivirale Medikamente abgesetzt 

werden, oder eine Immunschwäche weiterhin besteht, können Patienten immer noch 

eine spät einsetzende CMV-Erkrankung entwickeln, die oft mit einer Resistenz gegen 

Virostatika verbunden ist (La Rosa & Diamond 2012).  

III. Patienten mit angeborener oder erworbener Immunschwächekrankheit 
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Personen mit einer angeborenen (severe combined immunodeficiency, SCID) oder 

erworbenen (aquired immunodeficiency syndrome, AIDS) Immundefizienz, können 

durch eine hCMV-Primärinfektion, -Re-Infektion oder -Rekurrenz schwer erkranken 

(Moskowitz et al. 1985, Drew 1988). Es ist bekannt, dass bis zu 40% aller HIV Patienten 

mit hCMV infiziert sind (Sison et al. 1991, Cheung & Teich 1999). Eine 

AIDS-Symptomatik der Patienten wird häufig durch eine hCMV hervorgerufene 

Chorioretinitis (Entzündung der Netzhaut) drastisch verschlimmert (Sison et al. 1991). 

1.4. Immunologische Kontrolle der CMV-Infektion  

Für die Kontrolle einer CMV-Infektion spielen sowohl das angeborene als auch das adaptive 

Immunsystem eine essenzielle Rolle (Reddehase 2002, Paludan et al. 2011). Außerdem sind 

intrinsische Immunantworten sowie virale Gegenmaßnahmen essenziell um ein dynamisches 

Gleichgewicht zwischen Wirt und Pathogen zu erhalten (Berry et al. 2020, Poole & Nevels 2021, 

Schilling et al. 2021). Eine CMV-Infektion kann zwar kontrolliert, das Virus jedoch nicht aus dem 

Körper eliminiert werden. Die immunologische Kontrolle einer CMV-Infektion durchläuft drei 

verschiedene Phasen (s. Abb. 3) (Picarda & Benedict 2018). In den folgenden Kapiteln werden 

diese Phasen näher beschrieben (s. 1.4.1; 1.4.2; 1.4.3). 

 

Abb. 3: Drei Phasen einer CMV-Infektion. Die erste / akute Phase, während der angeborenen Immunantwort wird 
durch NK-Zellen, DC und Makrophagen einige Wochen nach einer CMV-Infektion kontrolliert. Die persistierende 
Replikationsphase kann Monate oder sogar Jahre andauern (bei Mäusen Wochen bis Monate). Phase II und III 
zeigen sowohl die Auswirkung des adaptiven Immunantwort als auch die latente Phase von CMV, in welcher 
weiterhin die T- und B-Lymphozyten Abwehrmechanismen formen. Diese Abbildung wurde von Picarda et. al 2018 
entnommen und mit der Software BioRender modifiziert. 
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1.4.1. Phase I: Die angeborene Immunantwort  

Im angeborenen Immunsystem spielen vor allem Natürliche Killer Zellen (NK und Typ-I 

Interferone (IFN-I) eine entscheidende Rolle für die Kontrolle der CMV-Infektion, wobei dies 

innerhalb der ersten drei Tagen primär von den NK-Zellen vermittelt wird (Bukowski et al. 1984, 

Biron et al. 1989, Arase et al. 2002, Jonjic et al. 2006). Da die hCMV-Primärinfektion bei 

immunkompetenten Menschen meist asymptomatisch verläuft, gibt es nur wenige Studien, die 

über die Immunkontrolle in der akuten Phase I berichten. Daher war es essenziell die Replikation 

von CMV in Tiermodellen wie in der Maus zu untersuchen. mCMV induziert zwei Phasen von 

IFN-I (Picarda & Benedict 2018). In der Anfangsphase wird dies in den ersten 10-12 Stunden 

von Milzstromazellen produziert, welches von der B-Zelle abgeleiteten Lymphotoxin (LT) 

αβ-Signalgebung abhängig ist (Schneider et al. 2008, Picarda & Benedict 2018). Die zweite 

Phase tritt nach 36-48 Stunden auf und wird sowohl von plasmazytoiden dendritischen Zellen 

(pDC) als auch von konventionellen dendritischen Zellen (DC) erzeugt (Picarda & Benedict 

2018). Zusätzlich zu IFN-I produzieren die DC hohe Konzentrationen von IL-12 und IL-18, 

welches die NK-Zellaktivierung fördert (Biron 1998, Andrews et al. 2003, Picarda & Benedict 

2018). Es wird angenommen, dass die angeborene Immunantwort auf eine CMV-Infektion durch 

Pathogen-assoziierte molekulare Strukturen die Toll-like-Rezeptoren (TLRs) aktivieren, welches 

zur Freisetzung antiviraler und pro-inflammatorischer Zytokine führt (West et al. 2012, Zheng et 

al. 2020, Poole & Nevels 2021).  

1.4.1.1. Bedeutung von NK-Zellen  

Die antivirale Aktivität der NK-Zellen beruht auf der Sezernierung verschiedener Zytokine und 

Chemokine (TNFα, IFNγ, IL-5, IL-10 und IL13) (Jonjic et al. 2006). NK-Zellen können durch 

Exozytose infizierter Zellen durch Perforin, Granzym oder durch die direkte Bindung an z.B. Fas, 

Apoptose induzieren (Biron et al. 1989, Nagata 1997, Tay & Welsh 1997, Smyth et al. 2003, van 

Dommelen et al. 2003, Loh et al. 2005, Chávez-Galán et al. 2009). In C57BL/6 Mäusen 

exprimieren ca. 50% der aus der Milz stammenden NK-Zellen den Ly49H Rezeptor, welcher an 

das mCMV m157 Protein bindet (Brown et al. 2001, Arase et al. 2002, Picarda & Benedict 2018). 

Das m157 Protein wird auf der Oberfläche infizierter Zellen exprimiert, welches von Ly49H 

effizient erkannt und lysiert werden kann (Brown et al. 2001, Daniels et al. 2001, Lee et al. 2001, 

Arase et al. 2002). Es gibt signifikante Unterschiede in der viralen Suszeptibilität zwischen 

verschiedenen Mausstämmen (Brown et al. 2001, Lee et al. 2001, Cheng et al. 2008). Während 

mCMV-resistente C57BL/6 Mäuse Ly49H exprimieren, fehlt mCMV-sensitiven BALB/c Mäusen 
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dieser Rezeptor (Brown et al. 2001, Lee et al. 2001, Cheng et al. 2008). Dadurch werden vor 

allem in der Milz der BALB/c Maus deutlich höhere Virustiter nachgewiesen als in der C57BL/6 

Maus (Scalzo et al. 1992, Daniels et al. 2001).  

Obgleich durch die Immunkontrolle des angeborenen Immunsystems eine CMV-Infektion 

kontrolliert werden kann, kann keine dauerhafte Kontrolle gewährleistet werden, weshalb das 

adaptive Immunsystem für die Terminierung der Infektion unerlässlich ist (Welsh et al. 1991, 

Reddehase et al. 1994). 

1.4.2. Phase II: Adaptive Immunantwort  

Die adaptive Immunantwort einer CMV-Infektion beinhaltet sowohl die humorale als auch die 

zelluläre Immunität (van de Berg et al. 2008, Macagno et al. 2010, van de Berg et al. 2010, La 

Rosa & Diamond 2012). Die Entwicklung der adaptiven Immunantwort ist essenziell um die 

CMV-Primärinfektion zu kontrollieren (La Rosa & Diamond 2012). CMV-spezifische T-Zellen 

sind für die Dynamik der lebenslangen Interaktion zwischen Wirt und Virus verantwortlich (La 

Rosa & Diamond 2012). T-Zellen sind wichtig um die CMV Replikation zu hemmen und 

CMV-vermittelte Erkrankungen vorzubeugen – wobei T-Zellen weder das Virus aus dem Wirt 

eliminieren, noch eine Transmission der Virionen verhindern können (Sylwester et al. 2005, La 

Rosa & Diamond 2012). Antivirale-Antikörper, Virus-spezifische CD4 und CD8 T-Zellen, sowie 

die Gedächtnis (memory) -Zellen spielen eine entscheidende Rolle bei der Terminierung der 

CMV-Infektion (Ahmed & Gray 1996). Die Antikörper vermittelte humorale Immunität spielt eine 

untergeordnete Rolle; CMV-spezifische Antikörper, können jedoch vor einer Sekundär-Infektion 

schützen (Jonjić et al. 1994, Reddehase et al. 1994). 

1.4.2.1. Bedeutung von CD8 T-Zellen  

Obwohl NK-Zellen in der frühen post-Infektionsphase eine wichtige Rolle spielen, werden 

T-Lymphozyten, vor allem CD8 T-Zellen, für die Kontrolle der Infektion und Etablierung der 

Latenz benötigt (Krmpotic et al. 2003). Dabei sind zytotoxische CD8 T-Zellen (CTLs, cytotoxic T 

lymphocytes) für die langfristige Kontrolle der CMV-Infektion verantwortlich. Zu den Funktionen 

von CTLs zählt – ähnlich wie bei den NK-Zellen – die Sezernierung von Zytokinen und 

Chemokinen, sowie deren zytolytische Aktivität (Harty et al. 2000). Die ursprüngliche protektive 

Kapazität von CD8 T-Zellen zur Kontrolle einer mCMV-Infektion wurde durch den adoptiven 

Transfer von CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren in syngene subletal γ-bestrahlte 

Rezipienten gezeigt (Reddehase et al. 1985, Reddehase et al. 1988). Diese Studien zeigten, 
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dass T-Lymphozyten aus dem drainierenden Lymphknoten akut infizierter immunkompetenter 

Mäuse, sowie Gedächtnis T-Zellen aus latent infizierten Mäusen, die Mortalität von CMV 

verhindern und die Virusreplikation in verschiedenen Organen limitieren können (Krmpotic et al. 

2003). Außerdem konnte gezeigt werden, dass die antivirale Wirkung von T-Lymphozyten eine 

Funktion der CD8 T-Zellen war, während CD4 T-Zellen ineffizient schützen (Krmpotic et al. 

2003). Eine Ausnahme stellt die Immunkontrolle in der Speicheldrüse dar, denn diese ist von 

den CD4 T-Zellen und deren IFNγ Freisetzung abhängig (Debes et al. 2006, Humphreys et al. 

2007). Diese Erkenntnis konnte durch den Transfer von in vitro generierten mCMV-Peptid 

spezifischen CTL-Linien bestätigt werden (Holtappels et al. 2000, Holtappels et al. 2001, 

Holtappels et al. 2002). Studien konnten zeigen, dass durch murine 

Knochenmarktransplantationen eine Rekonstitution von CD8 T-Zellen unerlässlich für die 

Terminierung einer mCMV-Infektion ist (Alterio de Goss et al. 1998, Holtappels et al. 1998, 

Podlech et al. 1998, Podlech et al. 2000). Dies konnte ebenfalls nach einer hCMV-Erkrankung 

in immungeschwächten Patienten nach einer Knochenmarktransplantation nachgewiesen 

werden (Riddell et al. 1992, Walter et al. 1995, Einsele et al. 2002, Feuchtinger et al. 2010, 

Peggs et al. 2011).   

1.4.3. Phase III: CMV-Latenz und seine Auswirkung auf das Immunsystem 

Die Latenz wurde für das hCMV fast ausschließlich in hämatopoetischen Vorläufer- und 

Myeloischen-Linienzellen untersucht, da zum einen diese Zellen relativ leicht zugänglich sind 

und zum anderen beherbergen diese Zellen ein latentes virales Genom in seropositiven 

Menschen (Goodrum 2016, Forte et al. 2020). Studien zeigten, dass sobald die 3. Phase erreicht 

wird, die kooperativen Funktionen von Lymphozyten, einschließlich NK-, CD4-, CD8 T-Zellen 

und CMV-spezifischen Antikörpern, die Produktion des Virus von latenten Pools aus Milz und 

Lunge verhindern (Polić et al. 1998, Almanan et al. 2017).  

1.5. Zusammenhang von Treg und einer CMV-Infektion 

Wie bereits in Kapitel 1.4. erwähnt, wird eine CMV-Infektion sowohl beim Menschen als auch 

bei Mäusen durch die adaptive Immunität kontrolliert. Dennoch kann das Virus nicht eliminiert 

werden, wodurch eine lebenslange Latenz etabliert wird (Almanan et al. 2017). Es ist bis dato 

unklar welche immunologischen Mechanismen für die Kontrolle von Latenz verantwortlich sind. 

Regulatorischen T-Zellen (Treg) sind in der Lage die angeborene und adaptive Immunantwort 

zu supprimieren und somit die Selbsttoleranz des Immunsystems zu regulieren (Berod et al. 
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2012, Mayer et al. 2012, Lindenberg et al. 2014). Ihre spezifische Rolle während einer mCMV-

Infektion, insbesondere in Bezug auf ihre Interaktion mit Effektor T-Zellen oder NK-Zellen ist 

noch unklar. Interessanterweise konnte jedoch gezeigt werden, dass die Depletion von CD4 

Treg nach einer mCMV-Infektion, starke Konsequenzen für die latente mCMV-Infektion hatte 

(Almanan et al. 2017). Schwele und Kollegen konnten zeigen, dass eine rezidivierende 

CMV-Reaktivierung mit einem gleichzeitigen Anstieg der CD4 Treg sowie deren suppressiven 

Eigenschaften einher ging (Schwele et al. 2012). Während CD4 Treg zwar mit einer viralen 

Reaktivierung in Verbindung gebracht wurde, konnte die Ursache für die Kontrolle der Latenz 

von hCMV sowie mCMV noch nicht nachgewiesen werden (Almanan et al. 2017). Es ist bekannt, 

dass die angeborene und adaptive Immunität durch CD4 Treg moduliert werden kann, während 

die Bedeutung und der Phänotyp von CD8 Treg immer noch umstritten sind 

1.5.1. Entwicklung und Funktion der Treg 

Treg sind seit den frühen 1970er Jahren bekannt, denn Gershon und Kondo machten die 

bahnbrechende Erkenntnis, dass T-Zellen Immunantworten nicht nur verstärken sondern auch 

schwächen (Gershon & Kondo 1970). Letzteres wird von Treg vermittelt, welche sich 

grundlegend von T-Helferzellen unterscheiden (Gershon & Kondo 1970). Durch diese Funktion 

sind Treg essenzielle Kontrolleure eines ausbalancierten Immunsystems (Polansky & Huehn 

2007). Fehlen die Treg, kommt es zu Autoimmunerkrankungen. Im Gegensatz dazu, können 

Treg Immunantworten gegen Tumore oder Krankheitserregern unterdrücken (Polansky & Huehn 

2007). Da Treg antigenspezifisch wirken können, ist die Zellpopulation sehr vielversprechend 

für die Therapie von Autoimmunkrankheiten, graft versus host disease (GvHD), oder 

Allotransplantationen (Polansky & Huehn 2007).   

Die Charakterisierung der Treg war jedoch bis in die frühen 2000er Jahren ein Problem durch 

das Fehlen phänotypischer Treg-Marker, die Vielfalt an suppressiven Mechanismen und der 

Schwierigkeit Antigen-spezifische Treg Klone für eine subtilere zelluläre und molekulare Analyse 

zu generieren (Almeida et al. 2002, Malek et al. 2002, Shevyrev & Tereshchenko 2019). Anfang 

der 2000er wurde gezeigt, dass IL-2 und seine Rezeptoren (IL-2Rα und IL-2Rβ) entscheidend 

für die Entwicklung und Aufrechterhaltung der Treg sind (Almeida et al. 2002, Malek et al. 2002).  

Treg sind eine heterogene Population sowohl in Bezug auf das T-Zellrezeptor (TCR)-Repertoire, 

als auch auf die Funktion. Treg können zahlreiche physiologische Prozesse wie beispielsweise 

die Toleranz gegenüber dem Embryo (Aluvihare et al. 2004, Jasper et al. 2006, Kahn & 

Baltimore 2010, Shima et al. 2010, Rowe et al. 2011, Rowe et al. 2012, Samstein et al. 2012, 
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Teles et al. 2013, Shevach & Thornton 2014), Keimzelltoleranz (Tung et al. 2017), 

Stammzelldifferenzierung in der Haut (Ali et al. 2017), Muskelreparatur (Burzyn et al. 2013b), 

Adipozytenhomöostase und -Funktion (Feuerer et al. 2009, Cipolletta et al. 2012, Bapat et al. 

2015, Kolodin et al. 2015, Li et al. 2018a), sowie Netzhautentzündung (Deliyanti et al. 2017), 

regulieren. Darüber hinaus sind Treg in der Lage Immunantworten in Krankheitszuständen wie 

beispielsweise Keimzentrumsreaktionen zu regulieren (Chung et al. 2011, Linterman et al. 

2011), überschießende T-Zellreaktionen während einer Infektion zu hemmen (Suvas et al. 2003, 

Suvas et al. 2004, Lanteri et al. 2009, Oldenhove et al. 2009, Schmitz et al. 2013, Arpaia et al. 

2015), Effektor T-Zelldifferenzierung sowie Gedächtnisbildung gegenüber Krankheitserregern 

zu verbessern (Chen et al. 2011, Pandiyan et al. 2011, Laidlaw et al. 2015), sowie 

Tumorimmunität zu inhibieren (Shimizu et al. 1999, Shrikant et al. 1999). Die Entwicklung der 

Treg ist durch ihre Ontogenese definiert. Primär entwickelten sie sich im Thymus (tTreg), können 

aber auch außerhalb des Thymus in der Peripherie (pTreg) oder aus der Zellkultur (iTreg) in 

Gegenwart von transformierendem Wachstumsfaktor β (TGFβ) induziert werden (Caramalho et 

al. 2015, Owen et al. 2019, Shevyrev & Tereshchenko 2019). 

In den letzten Jahren wurden erhebliche Fortschritte in Bezug auf die Mechanismen der Treg 

Funktionen erzielt. Aus funktioneller Sicht können die verschiedenen potenziellen 

Unterdrückungsmechanismen in vier Gruppen eingeteilt werden. a) Unterdrückung durch 

hemmende Zytokine; b) Unterdrückung durch Zytolyse; c) Unterdrückung durch metabolische 

Störungen und d) Unterdrückung durch Modulation der DC Reifung (Vignali et al. 2008)                   

(s. Abb. 4).   
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Abb. 4: Unterdrückungsmechanismen von Treg. Die suppressive Mechanismen können grundsätzlich in vier 
Gruppen eingeteilt werden. a) Inhibitorische Zytokine wie IL-10, IL-35 und TGFβ sind membranständig und können 
die Effektor T-Zellen supprimieren. b) Zytolytische Prozesse umfassen Granzym-A und Granzym-B abhängige 
sowie Perforin-abhängige Mechanismen, welche Apoptose initiieren können. c) Metabolische Störungen umfassen 
hochaffine CD25 (IL-2Rα)-abhängige Zytokin-vermittelte Apoptose, eine cAMP (cyclic adenosine monophosphate) 
vermittelte Inhibition der T-Zellen und eine CD39- und/oder CD73 generierte Adenosinrezeptor 2A (A2AR) vermittelte 
Immunsuppression. d) Unterdrückung der DC Reifung und Funktion durch das Lag3 (lymphocyte activation gene 
3)- MHC-II Komplex. Die Bindung von CTLA-4 kann IDO (indoleamine 2,3-dioxygenase) induzieren, welches ein 
immunsuppressives Molekül ist und von DCs produziert wird. Diese Graphik wurde von Vignali et al. 2008 
übernommen und mit BioRender modifiziert.  

1.5.1.1. CD4 Treg 

Unter den Treg sind die CD4 Treg die am besten untersuchteste Gruppe. Eine Studie von 

Skaguchi und Kollegen entdeckte 1995, dass CD25+ Zellen notwendig und zugleich ausreichend 

sind, um eine Autoimmunreaktion zu supprimieren (Sakaguchi et al. 1995). Die Identifizierung 

von CD25 als Marker für unterdrückende CD4 T-Zellen war entscheidend, um dem Feld 

Legitimität zu verleihen (Sakaguchi et al. 1995). In Untersuchungen bei Menschen mit 

Immundysregulation, Polyendokrinopathie, Enteropathie, X-chromosomalem Syndrom sowie 

bei Mäusen, konnte eine essenzielle Rolle für den Transkriptionsfaktor Foxp3 in CD4 Treg 

identifiziert werden (Asano et al. 1996, Bennett et al. 2001, Brunkow et al. 2001, Wildin et al. 

2001). Dies führte zur Generierung einer Reihe von Reportermäusen, um die Foxp3 Expression 

in lebenden Zellen verfolgen zu können, wodurch funktionelle Treg-Transferexperimente 

ermöglicht wurden (Wildin et al. 2001, Fontenot et al. 2005, Wan & Flavell 2005, Haribhai et al. 

2007). Darüber hinaus wurden Protokolle zum Nachweis von intrazellulärem Foxp3 durch 

durchflusszytometrische Analysen entwickelt, welche die Quantifizierung von CD4 Treg in Maus 

und Mensch ermöglicht (Roncador et al. 2005). Die Identifizierung von CD25 und Foxp3 als 
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Marker von CD4 Treg führte zu zahlreichen Studien um die Entwicklung und Funktion von Treg 

verstehen zu können (Owen et al. 2019). Der Transkriptionsfaktor Foxp3 ist vor allem von 

entscheidender Bedeutung, denn der Marker scheint eine Voraussetzung für die Stabilisierung 

der CD4 Treg zu sein (Hori et al. 2003, Huehn & Beyer 2015). Ein Verlust von Foxp3 

beeinträchtig das suppressive Potential der CD4 Treg (Bennett et al. 2001, Fontenot et al. 2003, 

Zheng & Rudensky 2007).  

Im Kontext einer CMV-Infektion zeigten Almanan und Kollegen, dass CD4 Treg eine 

mCMV-Infektion organspezifisch kontrollieren können (Almanan et al. 2017). In der Milz können 

CD4 Treg die CD8 T-Zell Effektorfunktion antagonisieren, sowie die Viruspersistenz fördern, 

während CD4 Treg in der Speicheldrüse die Produktion von IL-10 verhindern und die virale 

Reaktivierung und Replikation limitieren können (Almanan et al. 2017). Eine CD4 Treg-Depletion 

in der Maus nach einer mCMV-Infektion führt zu einer erhöhten Anzahl an CD4 und CD8 

T-Zellen (Almanan et al. 2017). In einer weiteren Studie konnte gezeigt werden, dass CD4 Treg 

im Zusammenhang mit einer mCMV-Infektion die CMV induzierte T-Zellproliferation und- 

aktivierung verringert, sowie Apoptose über den Programmierten Tod (PD-1) Signalweg 

induziert (Tovar-Salazar & Weinberg 2020). Letzteres kann durch das Blockieren von PD-1 

verhindert werden (Tovar-Salazar & Weinberg 2020).  

1.5.1.2. CD8 Treg 

Im Vergleich zu den CD4 Treg sind CD8 Treg kaum erforscht. Ähnlich wie CD4 Treg wurden in 

den 1970er Jahren die CD8 T-Zellen, welche eine suppressives Potential aufwiesen, untersucht 

(Gershon & Kondo 1970). Allerdings führte das Fehlen von spezifischen Markern und 

Genexpressionsregulatoren dazu, dass die Untersuchung von CD8 Treg nicht weiter verfolgt 

wurde (Sakaguchi et al. 1995). Ihre Existenz ist umstritten, welches ein Hauptproblem für die 

Charakterisierung von CD8 Treg darstellt (Niederlova et al. 2021). Einerseits wird in Studien 

beschrieben, dass CD8 Treg eine heterogene Gruppe repräsentieren, welche Zellen 

unterschiedlicher Herkunft, Phänotypen und Eigenschaften umfasst (s. Abb. 5), während 

andererseits CD8 Treg als nicht heterogen beschrieben werden (Vieyra-Lobato et al. 2018, Yu 

et al. 2018, Niederlova et al. 2021).  
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Abb. 5: CD8 Treg Subpopulationen. A) Graphische Darstellung von CD8 Treg Subpopulationen mit 
verschiedenen phänotypischen Eigenschaften und immunregulatorischen Kapazitäten. B) Einige dieser CD8 Treg 
Untergruppen überlappen durch gemeinsame Marker. Es ist noch unklar, ob die Regulationskapazität für alle 
Subpopulationen gleich ist, oder ob nur eine Teilpopulation immunregulatorische Eigenschaften besitzt. Diese 
Abbildungen wurde von Niederlova et. al. 2021 übernommen und mit BioRender modifiziert. 
  

Basierend auf den CD4 Treg Kriterien sollten folgende Kriterien von den CD8 Treg erfüllt werden 

(Niederlova et al. 2021):  

a) Treg können als definierte T-Zelluntergruppe in vivo erkannt werden. 

b) Treg sind in der Lage inflammatorische Immunantworten zu unterdrücken. 

c) Treg vermittelter suppressive Mechanismus ist bekannt. 

d) Treg sind nicht pro-inflammatorisch  

Es konnte gezeigt werden, dass die meisten CD8 Treg Untergruppen (s. Abb. 5) die Effektor 

T-Zellen supprimieren können. Die Suppression konnte anhand einer 

Proliferations-Unterdrückung und/oder Produktion von IFNγ (Schlüsselmarker von Treg) 

gemessen werden (Niederlova et al. 2021). Obgleich Suppression-Assays wichtige Beweise für 

die immunsuppressive Rolle von Treg liefern, kann nicht zwischen einer aktiven Suppression 

und stimulierenden Faktoren unterschieden werden (Kedia-Mehta & Finlay 2019). Zudem 

können in vitro Modelle nur eingeschränkt die Komplexe in vivo Situation widerspiegeln (Klein 

et al. 2003). Studien zeigten, dass CD8+CD122+ Zellen auch Treg Eigenschaften besitzen, da 

sie die T-Zellhomöostaste aufrechterhalten sowie Effektor T-Zellen unterdrücken können (Rifa'i 

et al. 2004, Endharti et al. 2005, Chen et al. 2008, Shi et al. 2008). CD8+CD122+ können dadurch 

den CD4+CD25+ Zellen gleichgestellt werden, zumal CD122 die β-Untereinheit und CD25 die 
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α-Untereinheit des IL-2 Rezeptors darstellt (Sakaguchi et al. 1995). Paradoxerweise wurden 

CD8+CD122+ Zellen ebenfalls als Gedächtnis T-Zellen beschrieben, wodurch es essenziell war 

diese Zellen weiter zu charakterisieren  (Zhang et al. 1998, Ku et al. 2000, Judge et al. 2002, 

Dai et al. 2010). PD-1 ist ein negativ kostimulierendes Molekül welches entscheidend für die 

Suppression von Autoimmunität ist, wobei die lokale Überexpression seines Liganden (PD-L1) 

auch eine Immunstörung induzieren kann (Nishimura et al. 2001, Ansari et al. 2003, Gao et al. 

2003, Subudhi et al. 2004, Keir et al. 2006, Haspot et al. 2008, Koehn et al. 2008, Francisco et 

al. 2009). Dai und Kollegen berichteten, dass CD8+CD122+ Zellen sowohl PD-1+ als auch PD-1- 

Zellen beinhalten, allerdings konnte nur die Zellpopulation CD8+CD122+PD-1+ die 

T-Zellantworten in vitro und in vivo supprimieren (Dai et al. 2010). Die Suppression hing dabei 

weitgehend von ihrer IL-10 Produktion ab (Dai et al. 2010). CD8+CD122+PD-1+ exprimierten kein 

Foxp3, wodurch sie sich von den CD4 Treg unterscheiden (Dai et al. 2010). Interessanterweise 

konnte gezeigt werden, dass Foxp3 kaum in CD8 T-Zellen, im Vergleich zu CD4 T-Zellen, in 

Maus, Ratte und Mensch exprimiert wird (Bézie et al. 2017). Eine PD-1 Expression von CD8 

T-Zellen ist vor allem für deren Erschöpfung während einer chronischen Virusinfektion 

verantwortlich, welches allerdings durch eine PD-1 Blockade wiederhergestellt werden kann 

(Barber et al. 2006, Petrovas et al. 2006, Blackburn et al. 2009, Velu et al. 2009). Zudem konnte 

gezeigt werden, dass CD8+CD122+PD-1+ weitgehend CD127 (IL-7Ra) negativ sind, während 

über 50% der CD8+CD122+PD-1- Zellen CD127 positiv sind (Dai et al. 2010). Da auch CD4 Treg 

CD127 negativ sind, könnten CD8+CD122+PD-1+CD127- als die wahren CD8 Treg beschrieben 

werden, da sie sich auch von den Gedächtniszellen unterscheiden (Seddiki et al. 2006, Dai et 

al. 2010).  

In der vorliegenden Arbeit wurden die CD8 Treg nach Dai und Kollegen als 

CD8+CD122+PD-1+CD127- Treg definiert.  

Der Einfluss von CD8 Treg auf die Immunkontrolle nach einer CMV-Infektion ist bislang nicht 

untersucht. Allerdings gibt es immer mehr Studien, die Daten über die suppressiven 

Mechanismen der CD8 Treg zeigen (s. Abb. 6).  
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Abb. 6: Suppressive Mechanismen der CD8 Treg. Diese Abbildung wurde von Bézie et al. 2018 übernommen 
und mit BioRender modifiziert. 

Die am häufigsten verwendeten Oberflächenmarker wie CD25, CD127, GITR, CD39, Lag3 und 

CTLA-4 werden in verschiedenen Kontexten verwendet, um einerseits CD8 Treg identifizieren 

zu können und andererseits ihr suppressives Potential in vitro und in vivo bei 

Autoimmunerkrankungen, Krebs und während Schwangerschaften analysieren zu können 

(Bézie et al. 2018, Vieyra-Lobato et al. 2018). Die suppressiven Mechanismen von CD8 Treg 

konnten durch eine Kombination der oben genannten Oberflächenmarker verstärkt zum Beispiel 

bei einer Autoimmun-Enzephalomyelitis (Najafian et al. 2003, Yu et al. 2014, Saligrama et al. 

2019), bei Multipler Sklerose (Liu et al. 2007, Aristimuño et al. 2010, Negrini et al. 2017), 

systemischer Lupus erythematodes (SLE) (Zhang et al. 2009, Zhang et al. 2013), Gallenweg 

Zirrhose (Bernuzzi et al. 2010), Humanem Immundefizienz-Virus und Eppstein-Barr-Virus 

(Popescu et al. 2007, Boer et al. 2014, Boer et al. 2015, Fenoglio et al. 2018) oder 

Transplantationen bei Maus, Ratte und Mensch (Boor et al. 2011, Beres et al. 2012, Robb et al. 

2012, Zheng et al. 2013b, Bézie et al. 2017) beobachtet werden.  

Es konnte gezeigt werden, dass CD4 und CD8 Treg ähnliche suppressive Mechanismen 

einsetzen (s. Abb. 6). Allerdings ist bis heute unklar, ob die Treg einen einzigen oder ein Arsenal 

aus verschiedenen suppressiven Mechanismen gleichzeitig benutzen (Shevach 2009, Schmidt 

et al. 2012, Vieyra-Lobato et al. 2018). Es ist zudem unklar, nach welchen Kriterien Treg welchen 

Mechanismus anwenden und ob er von einem zum anderen wechselt oder mehrere 

Mechanismen gleichzeitig angewendet werden (Schmidt et al. 2012). Weitere detaillierte 
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Analysen sind nötig, um CD8 Treg besser definieren und um ihre Regulationsmechanismen 

besser verstehen zu können (Vieyra-Lobato et al. 2018). Dies könnte Zelltherapien, die 

Prävention und Heilung von Infektions- und Autoimmunerkrankungen, sowie Krebs und GvHD 

(Vieyra-Lobato et al. 2018) ermöglichen.   

1.6. mCMV-Infektion als Modellsystem für die hCMV-Infektion  

Aufgrund der strikten Speziesspezifität der Cytomegaloviren, ist eine Untersuchung von hCMV 

in tierexperimentellen Modellen nicht möglich. Mausmodelle sind die häufigsten Tiermodelle, die 

zur Untersuchung von CMV verwendet werden, da Mäuse in vielen strukturellen, biologischen 

und genetischen Eigenschaften dem Menschen ähnlich sind (Reddehase et al. 1985, Rawlinson 

et al. 1996, Wynn & Khanna 2006, Reeves & Sinclair 2008). Einerseits unterscheiden sich 

mCMV und hCMV bezüglich Gensequenz, sowie Pathophysiologie (Rawlinson et al. 1996, 

Reddehase 2002, Reeves & Sinclair 2008). Anderseits führt eine mCMV-Infektion ähnlich wie 

eine hCMV-Infektion nach subletaler γ-Bestrahlung zu einer rapiden Organerkrankung wie 

interstitielle Pneumonie, Adrenalitis und Knochenmarkversagen. (Reddehase et al. 1985, Mutter 

et al. 1988, Reddehase et al. 1988, Reeves & Sinclair 2008). Zusätzlich dazu kommt es zu einem 

massiven Anstieg der Virusproduktivität und schließlich zum Tod von Tier und Mensch (Jordan 

et al. 1978, Reddehase et al. 1985). Im Gegensatz zu hCMV kann mCMV nicht diaplazentar 

übertragen werden, wodurch das Mausmodell nicht geeignet ist, diesen Aspekt der 

CMV-Infektion zu untersuchen (Johnson 1969). Allerdings haben Tsutsui und Kollegen ein 

Mausmodell zur Untersuchung der neurologischen Auswirkungen einer angeborenen 

CMV-Infektion entwickelt, in welchem mCMV direkt in die Plazenta eingeführt wird, um eine 

in utero-Infektion zu induzieren (Tsutsui et al. 2005). mCMV wurde zudem erfolgreich für die 

Untersuchung der zellulären und humoralen Immunantworten gegen CMV, sowie für die 

Analysen von Signalwegen im Kontext von Primär- und Sekundärinfektionen eingesetzt (Reeves 

& Sinclair 2008). Auch das von unserer Arbeitsgruppe etablierte 

Knochenmarktransplantationsmodell mit konkurrenter mCMV-Infektion stellt ein kliniknahes 

Modellsystem dar, welches essenzielle Erkenntnisse hinsichtlich viraler Latenz und 

Pathogenese während einer Immunsuppression liefern konnte (Holtappels et al. 2006).  

1.7. Adoptive Immuntherapie  

Eine CMV-Infektion bleibt eine schwerwiegende Komplikation nach einer hämatopoetischen 

Stammzelltransplantation (HSCT), da es zu einer Reaktivierung des latenten hCMV  führen kann 
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(Hebart & Einsele 2004, Mehdizadeh et al. 2021). Unter diesen Umständen kann eine 

unkontrollierte virale Vermehrung des Virus, assoziiert mit Organmanifestationen zu potenziell 

tödlichen Komplikationen, führen (Peggs 2009). Die Konsequenz einer allogenen HSCT nach 

einer CMV-Infektion stellt die akute oder chronische GvHD dar (Ljungman et al. 2006, Ljungman 

et al. 2011). Eine neue Studie besagt, dass CMV und GvHD in einer bidirektionale Beziehung 

zueinander stehen (Jakharia et al. 2021). Zum einen induzieren CMV-infizierte Zellen die 

Produktion von IL-6, welches eine Inflammation induzieren und somit zu einer GvHD führen 

kann (Jakharia et al. 2021). Zum anderen kann eine GvHD sowie Immunsuppressiva das Risiko 

für eine CMV-Reaktivierung erhöhen (Jakharia et al. 2021). Um das GvHD-Risiko zu verringern, 

werden T-Lymphozyten aus dem Transplantat des Spenders depletiert, welches allerdings die 

CMV bedingte Mortalität und Morbidität erhöht (Craddock et al. 2001). Virostatika können nur 

eingeschränkt bei hCMV-bedingten Komplikationen nach einer HSCT, aufgrund der 

schwerwiegenden Nebenwirkungen, entgegen wirken (Berger et al. 2011).  

Während einer HSCT ist die T-Zellantwort bei der Kontrolle einer CMV-Infektion oder -

Reaktivierung (Mehdizadeh et al. 2021) essenziell.  Die adoptive Immuntherapie durch den 

Transfer von CD8 T-Zellen von einem seropositivem Spender zum Empfänger kann die 

virusspezifische Immunrekonstitution beschleunigen (Mehdizadeh et al. 2021). Die adoptive 

Immuntherapie basiert darauf, dass Patienten, welche eine schnelle Immunrekonstitution 

aufweisen, ein deutlich geringeres Risiko besitzen eine hCMV-Erkrankung zu entwickeln 

(Reusser et al. 1991, Einsele et al. 1993, Mehdizadeh et al. 2021). Demnach ist die adaptive 

Immuntherapie ein alternativer Ansatz um die schützende antivirale T-Zell Immunität bei 

Patienten wiederherzustellen (Reusser et al. 1991, Mehdizadeh et al. 2021). Es konnte gezeigt 

werden, dass eine CD8 T-Zell Therapie nach einer HSCT und mCMV-Infektion, die 

CMV-Erkrankung verhindert und die Genomlast reduziert, wodurch das Risiko einer Rekurrenz 

deutlich gesenkt werden konnte (Steffens et al. 1998). Auch durch Epitop-spezifische CD8 

T-Zellen konnte die Reaktivierung einer latenten mCMV-Infektion verhindert werden (Simon et 

al. 2006). Obgleich im Mausmodell eine adoptive Immuntherapie große Erfolge zeigte, hat dieser 

Therapieansatz bislang keinen Eingang in die klinische Routine gefunden. Das liegt einerseits 

an den benötigten hohen Zellzahlen an hCMV-spezifischen CD8 T-Zellen (Therapie: 1x107 

T-Zellen/m2 Körperoberfläche; Prophylaxe: 1x109 T-Zellen/m2 Körperoberfläche), andererseits 

am hohen Aufwand ihrer Herstellung (Walter et al. 1995, Einsele et al. 2002). Studien 

postulieren, dass anti-CMV Vakzine zur Optimierung des adoptiven Transfers 

hCMV-spezifischer T-Lymphozyten verwendet werden sollten, wodurch die Rekonstitution 
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antiviraler Immunität nach einer HSCT verbessert werden könnte (Schleiss & Heineman 2005, 

Herr & Plachter 2009, Gergely et al. 2021).  

1.8. Zielsetzung der Arbeit 

Eine hCMV-Infektion ist die Ursache für Morbidität und Mortalität in immunsupprimierten 

Patienten. Eine Reaktivierung des hCMV führt zu lebensbedrohlichen Komplikationen nach 

HSCT. Die Inzidenz einer CMV-Erkrankung kann durch antivirale CD8 T-Zellen reduziert 

werden, wobei aufgrund von benötigt hohen Zellzahlen, eine CD8 T-Zelltherapie noch nicht im 

klinischen Alltag angewandt wird. Treg sind in der Lage die angeborene und adaptive 

Immunantwort zu supprimieren und somit die Selbsttoleranz des Immunsystems zu regulieren. 

Allerdings ist ihre spezifische Rolle während einer mCMV-Infektion, insbesondere in Bezug auf 

ihre Interaktion mit Effektor T-Zellen, noch unklar. Aus diesem Grund war das Ziel dieser Arbeit, 

das suppressive Potential der Treg, insbesondere von CD8 Treg, auf Effektor T-Zellen, in vitro 

und in vivo zu ermitteln, sowie die die Eigenschaften und Charakterisierung von CD8 Treg im 

Zusammenhang mit einer CMV-Infektion weiter zu analysieren.  

Dabei sollte ein in vitro Suppression-Assay etabliert werden, sodass das suppressive Potential 

von CD4 und CD8 Treg aus mCMV-infizierten Mäusen, auf Effektor T-Zellen untersucht werden 

kann. Zu Beginn der Arbeit war bekannt, dass CD4 Treg in vitro suppressiv sind. Somit war zu 

klären, ob CD8 Treg ebenfalls ein suppressives Potential aufweisen und inwiefern sich dies von 

den CD4 Treg unterscheidet. Des Weiteren sollte geklärt werden, ob eine mCMV-Infektion das 

suppressive Potential von CD4 und CD8 Treg beeinflusst. Um zu verstehen welche 

Mechanismen für den suppressiven Effekt von CD8 Treg verantwortlich sind, sollte einerseits 

die Zytokinsekretion aus den Überständen der Suppression-Assay Kulturen ermittelt, und 

andererseits die CD28, CTLA-4 und FasL Oberflächenexpression im Vergleich zu den CD4 Treg 

analysiert werden. Für weitere Analysen der Charakterisierung und Eigenschaften von CD8 Treg 

sollten RNA-Sequenzierungen durchgeführt werden. Dabei sollte vor allem das Augenmerk auf 

den Vergleich von CD8 Treg aus naiven mit CD8 Treg aus mCMV-infizierten Mäusen gelegt 

werden, um Genexpressionsunterschiede im Hinblick dieser beiden Gruppen zu erhalten. Um 

das suppressive Potential von CD4 und CD8 Treg in vivo bestimmen zu können, sollte in der 

vorliegenden Arbeit ein adoptiver Transfer durchgeführt werden. Treg und CD8 T-Zellen sollten 

dabei aus mCMV-infizierten Donoren in syngene subletal γ-bestrahlte mCMV-infizierte 

Rezipienten transferiert werden.  
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2. MATERIAL 

2.1. Allgemeine Laborausstattung und Reagenzien 

CO2 - Inkubator Hera Cell 240 (Heraeus Holding GmbH, Hanau) 

Durchflusszytometer Cytomics FC500 (Beckman Coulter, Krefeld) 

Flüssigstickstofftank Taylor Wharton XL-160 (Tec-Lab, Königsstein) 

Heizplatte / Magnetrührer Variomag Multipoint HP15 (H&P, München) 

MACS Ministand (Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach) 

MACS Multistand (Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach) 

MagniSort Magneten (Thermo Fischer Scientific, Carlsbad, USA) 

Mikroskope Invertmikroskop: Leica DM IRB SL; Leica DM 

Phasenmikroskop: Se-Ph3 Nikon; Düsseldorf 

Mikrotom RM2255 (Leica, Buffalo; USA) 

Mikrowelle L16M (Sharp, Frankfurt)  

Multikanalpipetten Discovery Comfort (ABIMED GmbH, Langenfeld) 

Multistepper Distriman (Gilson, Inc., Middleton, USA) 

Repeater Plus (Eppendorf, Hamburg) 

Orbitalschüttler NeoLab, Nr. 7-0031 (500U/min) 

Paraffinerhitzer WTC binder B28  

Pipetten VWR 

Pipettiergerät Pipetboy (INTEGRA Biosciences, Fernwald) 

Sterile Werkbank NFX44-201:Typ 2, Kategorie 2 (Heraus, Hanau) 

Tischzentrifugen Multifuge 3S-R (Heraus, Germany) 

Megafuge 2.0. (Heraus, Germany) 

UV-Lampe Vilber VL-315G  

Vollschutz-Kleintier-

Bestrahlungsanlage 

(Cäsium-Quelle: Cs137) 

Typ OB 58-BA (Buchler, Braunschweig) 

Vortexer-Mixer MS3 basic (IKA, USA) 

Waagen BP61 (Sartorius, Göttingen) 

UW2200HV (Shimadzu, Japan) 

Wasserbad (Memmert GmbH, Schwabach) 
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2.2. Plastikwaren und Vebrauchsmaterial  

48-Well-Platten für adhärente Zellen: (Sarstedt, Nr. 83.3920) 

96-Well-Rundbodenplatten für adhärente Zellen: (Greiner, Nr. 655180) 

96-Well-V-Platten für Suspensionszellen: (Greiner, Nr. 651201) 

Deckglas 12mm Ø (Marienfeld Lab, Nr. 011152) 

Einfrierröhrchen  1,8ml Cryo Tube Vials (Greiner, Nr. E18043D0) 

1,8ml Cryo Tube Vials (Sarstedt, Nr. 9084211) 

Einmal-Pipettenspitzen 10µl Pipette (Brand, Nr. 732004) 

200µl Pipette (Roth, Nr. 8156.1) 

1000µl Pipette (Greiner, Nr. 686290) 

Einmal-Plastikpipetten 5ml (Greiner, Nr. 606180) 

10ml (Greiner, Nr. 607180) 

25ml (Greiner, Nr. 760180) 

Einmal-Spritzen 1ml (Braun, Nr. 9166017V) 

2ml (Braun, Nr. 4606027V) 

FACS-Röhrchen 5ml Rundboden 12x75mm Polystyren (Falcon®, Nr. 

352052) 

Kanülen 0,40mm x 12mm (Braun, Nr. 4665406) 

0,55mm x 25mm (Braun, Nr. 4657675) 

MACS Säulen  MS Columns (Miltenyi Biotec, Nr.130-042-201) 

LS Columns (Miltenyi Biotec, Nr.130-042-401) 

LD Columns (Miltenyi Biotec, Nr.130-042-901) 

Mikrotiterplatten 96 Well-Rundbodenplatten (Greiner, Nr. 650101) 

Neubauer Zählkammer improved (LO Laboroptik GmbH, Nr. 1100000) 

Objektträger 76 x 26mm Menzel GmbH & CoKG (Thermo Fischer 

Scientific, Nr. 8037/1) 

Reaktionsgefäße 0,5ml PCR Tube (Greiner, Nr.682281) 

1,5ml (Sarstedt, Nr. 72.690) 

1,5ml Protein LoBind Tubes (Eppendorf, 

0030108116) 

Skalpell PFM Medical (Feather, Nr. 02.001.30.021) 

Sezierbesteck Aesculap (Braun) 
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Sterilfilter 500ml Stericup Quick release 0,22µm (Milliore 

Express Plus Nr. S2GPU05RE) 

250ml Stericup Quick release 0,22µm (Milliore 

Express® Plus Nr. S2GPU02RE) 

Zellkulturflaschen  25cm2 (Sarstedt, Nr.83.3910.502) 

75cm2 (Greiner, Nr. 658170) 

Zellkulturschalen Für adhärente Zellen: 

10cm (Sarstedt, Nr. 83.3902) 

14,5cm (Sarstedt, Nr. 83.3903) 

Für Suspensionszellen: 

6cm (Greiner, Nr. 628161) 

10cm (Greiner; Nr. 227261) 

Zell-Nylonsiebe 40µm (Becton Dickinson, Nr. 352340) 

100µm (Becton Dickinson, Nr. 352360) 

Zentrifugenröhrchen  15ml Spitzboden Polypropylen (Greiner, Nr. 188271) 

50ml Spitzboden Polypropylen (Greiner, Nr.227261) 

2.3. Chemikalien und Lösungen  

Alle unten aufgelisteten und verwendete Chemikalien und Reagenzien wurden – sofern nicht 

anders vermerkt – in p.A. Qualität bezogen. Zum Ansetzten von Lösungen und Puffern wurde 

ausschließlich A. bidest. (Aqua ad iniectabilia; Braun, Melsungen) verwendet.  

Ammonium-Nickel-Sulfat-Hexahydrat Fluka, Buchs, Nr. 09885 

Aqua ad iniectabilia  Ampuwa, Fresenius KABI, Nr. B230672 

Bovines Serum Albumin (BSA)  Für MACS und SORT Puffer: PAA Laboratories, 

Nr. K45-001 

Für Histologie: Sigma-Aldrich GmbH, Nr. A-7906-50G  

Carboxyfluoreszein-Succinimidyl-Ester 

(CFSE) 

Thermo Fischer Scientific, Nr. 65-0850 

Coulter Clenz Beckman Coulter, Nr. 8448222 

DAB (3,3‘-Diaminobenzidin) Sigma-Aldrich GmbH, Nr. D5637 

Dimethylsulfoxid (DMSO) PanReac AppliChem, Nr. A3672 

Dinatriumsalz Dihydrat (EDTA) AppliChem, Nr. A3553 

Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline 

(DPBS) (1x) 

Thermo Fischer Scientific, Nr. 14190-094 

Erythrozyten-Lysepuffer Sigma-Aldrich GmbH, Nr. R7757 
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Essigsäure Roth, Nr. 3738.1 

Ethanol 99,6% (v/v) Roth, Nr. P076.1 

Ethanol 70% vergällt Roth, Nr. T913.1 

Ethylendiamintetraessigsäure 

Tetranatriumsalz (EDTA) 

Roth, Nr. 3619.1 

Formalin 37%ig (v/v) für Histologie Roth, Nr. P7331 

Fötales Kälberserum (FCS) Thermo Fischer Scientific, Nr. 10270 

Hämatoxylin Lösung nach Gill II Roth, Nr. T864.1 

HEPES Sigma-Aldrich GmbH, Nr. H0887 

IsoFlow Sheat Fluid Beckman Coulter, Nr. 8546859 

Isopropanol Hedinger, Nr. GH05001 

Kaliumchlorid (KCl) Sigma-Aldrich GmbH, Nr. P8041 

Kaliumhydrogenphosphat (KH2PO4) Roth, Nr. 3904.1 

L-Glutamin Sigma-Aldrich GmbH, Nr. G7513 

2-Mercaptoethanol (β-ME) Thermo Fischer Scientific, Nr.21985-023 

Methanol PanReac Applichem, Nr. 131091.1211 

Methylzellulose Sigma-Aldrich GmbH, Nr. M0512-250G 

Natriumchlorid (NaCl) Sigma-Aldrich GmbH, Nr. A9434-500G 

Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3) Roth, Nr. 6885.1 

Natriumhydroxid (NaOH) Roth, Nr. 6771.2 

Neoclear  Merck KGaA, Nr. 1.09843.5000 

Paraffin HistoComp; Vogel, Nr. VO-5-1001) 

Penicillin/Streptomycin Sigma-Aldrich GmbH, Nr. P0781 

Saccharose  Roth, Nr. 4621.1 

Salzsäure (HCL) 25% PanReac Applichem, Nr. 133378.1211 

Tri-Natriumcitrat Dihydrat Roth, Nr.3580.1 

Tris Roth, Nr. 4621.1 

Trypanblau  Sigma-Aldrich GmbH, Nr. T8154 

Trypsin Difco, Nr. 15400-054 

Trypsin-EDTA 10x Thermo Fischer Scientific, Nr. 15400-054 

Türk’s Lösung Merck KGaA, Nr. 1.09277.0100 

Wasserstoffperoxid (H2O2) 30% Roth, Nr. 8070.1 

2.4. Medien und Zusätze für die Zellkultur  

Für die Zellkultur wurden alle Medien steril von der Firma Thermo Fischer Scientific bezogen, 

bei 4°C gelagert und mit den aufgeführten Zusätzen supplementiert. Die aufgeführten Medien 

enthalten bereits eine L-Glutaminquelle in Form von L-Glutamax (als Energiequelle für das 

optimale Wachstum der Zellen) – sofern nicht anders vermerkt. 
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DMEM + GlutaMAXTM (Dulbecco’s modified eagle medium)  Nr. 61965-062 

  Penicillin   100U/ml 

  Streptomycin   0,1mg/ml 

  β-Mercaptoethanol  5x10-5M 

  HEPES   10mM 

  FCS    10% (v/v)  

   

MEM + GlutaMAXTM (Minimum Essential Medium)   Nr. 41090-028 

Penicillin   100U/ml 

Streptomycin    0,1mg/ml 

FCS    10% (v/v)  

 

RPMI + GlutaMAXTM (Roswell Park Memorial Institute) Nr. 61870-010 

Penicillin   100U/ml 

  Streptomycin    0,1 g/ml 

  β-Mercaptoethanol  5x10-5M 

  HEPES   10mM 

  FCS    10% (v/v)  

 

Fötales Kälberserum (FCS): wurde von der Firma Thermo Fischer Scientific bezogen und 

bei -20°C gelagert. FCS ist ein essenzielles Supplement vieler Zellkulturmedien, da es einen 

hohen Anteil an Wachstumsfaktoren und Hormonen beinhaltet. Für den Gebrauch wurde das 

FCS bei 4°C aufgetaut, um eine Ausfällung von Lipoproteinen zu verhindern. Anschließend 

wurden die im Serum enthaltenen Komplementbestandteile durch eine 30-minütige Inkubation 

bei 56°C im Wasserbad inaktiviert. Das Serum wurde bei 4°C aufbewahrt und je nach Bedarf 

den Kulturmedien in der jeweils angegebenen Konzentration dazugegeben. 

Carboxyfluorescein-Succinimidyl-Ester (CFSE): wurde von der Firma Thermo Fischer 

Scientific als 10mM Stocklösung bezogen und bei -80°C gelagert. Vor Verwendung wurde das 

CFSE in DMSO gelöst, aliquotiert und bei -80°C gelagert (Endkonzentration: 5mM). Nach dem 

Auftauen wurden die Aliquots nicht mehr eingefroren, sondern direkt verworfen. Der Farbstoff 

CFSE dient zum Nachweis der Zellproliferation. Das CFSE ist außerhalb der Zelle nicht 

fluoreszierend. Erst wenn es lebensfähige Zellen passiert und darin hydrolysiert wird, kommt es 

zur Freisetzung des fluoreszierenden Farbstoffs.   

HEPES: wurde von der Firma Sigma-Aldrich GmbH als 1M Lösung bezogen und bei 4°C 

gelagert. HEPES ist ein membrandurchlässiges, zwitterionisches und organisches Puffermittel, 

welches in Zellkulturmedien für zusätzliche Pufferkapazität sorgt, wenn sich die Medien für 
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längere Zeit außerhalb des CO2-Inkubators befinden. Durch HEPES wird eine Ansäuerung des 

Mediums minimiert, da dessen Pufferkapazität im physiologischen Bereich zwischen pH 7,0 und 

pH 7,6 liegt. Es wurden pro 500ml Kulturmedium 5ml HEPES zugesetzt (Endkonzentration: 

10mM).  

β-Mercaptoethanol (β-ME): wurde von Thermo Fischer Scientific (1000x) als 55mM Lösung in 

DPBS bezogen und bei 4°C gelagert. Es verhindert die Oxidation von SH-Gruppen in Proteinen 

und ist somit ein starkes Reduktionsmittel. Es wurden pro 500ml Kulturmedium 0,5ml β-ME 

zugesetzt (Endkonzentration 5x10-5M).  

Methylzellulose: wurde zum Überschichten infizierter Zellrasen für die Bestimmung von 

Virustitern eingesetzt. Für 500ml Methylzellulose-Medium wurden in einer 500ml Flasche 8,8g 

Methylzellulose mit 360ml A. bidest gemischt. Im Anschluss wurde die Flasche mit einem 

Magnetrührfisch autoklaviert. Nach dem Abkühlen wurde die Methylzellulose durch ständiges 

Rühren (ü.N.) gelöst und bis zur Verwendung bei 4°C gelagert. In dieser Form kann die 

Methylzellulose über mehrere Monate aufbewahrt werden. Bevor das Medium zum 

Überschichten von Zellen verwendet werden kann, müssen folgende Zusätze hinzugefügt 

werden: 

  MEM 10x (Thermo Fischer Nr 21430-020)  40ml 

Penicillin      100U/ml 

  Streptomycin      0,1mg/ml 

  L-Glutamin      2mM 

  FCS       4% (v/v) 

  Mit NaHCO3 auf pH 7,5 einstellen  

 
 

Penicillin / Streptomycin: wurde von Sigma-Aldrich GmbH als Stocklösung 10.000U Penicillin 

+ 10mg/ml Streptomycin bezogen und in Aliquots à 5ml oder 10ml bei -20°C gelagert. Die 

Antibiotika wirken gegen gram-positive- und gram-negative Bakterien. Es wurden 5ml-Aliquots 

zu 500ml Kulturmedium gegeben (Endkonzentration 100U/ml Penicillin und 0,1mg/ml 

Streptomycin). 

Dulbecco Phosphate Buffered Saline (DPBS): wurde von der Firma Thermo Fischer bezogen. 

DPBS ist eine ausgewogene Salzlösung für den Transport von Zellen oder Gewebeproben, das 

Verdünnen von Zellen oder das Waschen von Zellen. Das DPBS ist sterilfiltriert und enthält kein 

Calcium, Magnesium oder Phenolrot. 

Trypanblau: wurde von Sigma-Aldrich GmbH als 0,4%ige Stocklösung bezogen und dient der 

Bestimmung der Lebendzellzahl in Organhomogenaten- sowie Zellkultursuspensionen. Es kann 
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die Zellmembran lebender (intakter) Zellen nicht passieren. In toten Zellen gelangt es ins Zytosol 

und geht dort eine Bindung mit Proteinen ein, wodurch die Zellen blau erscheinen. Vor Gebrauch 

wurde Trypanblau 1:3 mit DPBS (Endkonzentration 0,13%) verdünnt.  

Türks Lösung: wurde von MERCK KGaA bezogen und für die Zellzahlbestimmung von 

Lymphozyten in Organpräparationen oder Knochenmarksuspensionen verwendet. Die Lösung 

enthält einerseits eine 3%ige Essigsäure, welche Erythrozyten hämolysiert. Andererseits 

werden durch den enthaltenen Farbstoff Kristallviolett, die Zellkerne mononukleärer Zellen 

angefärbt. Eine Unterscheidung zwischen lebenden und toten Zellen (im Gegensatz zu 

Trypanblau) ist damit nicht möglich.  

Trypsin / EDTA: wurde von der Firma Thermo Fischer Scientific als Stocklösung 0,5% (10x) 

bezogen und dient zum Ablösen adhärenter Zellen. Trypsin ist ein Verdauungszenzym, wodurch 

die extrazellulären Matrixproteine gespalten werden. Die adhärenten Zellen lösen sich dadurch 

leicht vom Boden einer Zellkulturschale ab. Vor Verwendung wurde Trypsin / EDTA mit DPBS 

1:10 (Endkonzentration: 0,5g/L Trypsin, 0,2g/L EDTA, pH: 7,4-7,6) verdünnt. 

2.5. Zusammengesetzte Puffer und Lösungen  

2.5.1. Puffer tierexperimenteller Methoden  

PBS/Heparin-Lösung für die Lungenperfusion: 

Heparin-Natrium 2500   0,1% (v/v) 500µl    ad 500ml DPBS 

Die Lösung wurde bei 4°C gelagert. 

 

Trypsin/EDTA für die MEF Herstellung: 

Trypsin     1,25g (w/v)  

EDTA x 2H2O    3,4mM  1,25g    ad 1000ml A. bidest  

Die Lösung wurde mit 1M NaOH auf pH 6,4 eingestellt und vor Gebrauch sterilfiltriert.  

 

PBS/EDTA Lösung für die Blutentnahme: 

EDTA     30mM      ad 50µl PBS 

Die Lösung wurde bei 4°C gelagert. 
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2.5.2. Puffer immunologischer Methoden  

MACS Puffer: 

EDTA     10mM  1,86g 

BSA     2,5% (w/v) 12,5g   ad 500ml DPBS 

Nach vollständigem Lösen der Bestandteile auf einem Magnetrührer, wurde die Lösung 

sterilfiltriert und vor Gebrauch 1:5 mit sterilem DPBS verdünnt und als 1x Puffer verwendet. 

MagniSort Puffer:  

FCS     3% (v/v) 

EDTA     10mM     ad 500ml DPBS 

Die Lösung wurde bei 4°C gelagert. 

 

FACS Puffer: 

FCS     1% (v/v)    ad 500ml DPBS 

Die Lösung wurde bei 4°C gelagert. 

 

DC-Anlage Puffer: 

FCS     2% (v/v)    ad 500ml DPBS 

Die Lösung wurde bei 4°C gelagert. 

 

Sort Puffer: 

FCS     1% (v/v) 

EDTA     2mM (w/v)    ad 50ml DPBS 

Die Lösung wurde bei 4°C gelagert. Bei tierexperimentellen Versuchen sowie für das NGS wurde 

anstelle des Sort Puffers der MACS Puffer verwendet. 

2.5.3. Puffer für die Generierung von mCMV-Stocks 

Virusstandardpuffer (VSP): 

Tris     10mM  6,1g 

Na-EDTA    5mM  1,86g    

KCl     12mM  0,895g   ad 500ml DPBS 

 

VSP + 15% Saccharose: 

Saccharose    15% (v/v) 30g   ad 200ml VSP 
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2.5.4. Puffer und Lösungen histologischer Methoden  

Gepufferte 4%ige Formalinlösung, pH 7,4:  

KH2PO4    66mM 

Na2HPO4    84mM 

Formalin     37% (v/v)    ad 1000ml A. bidest. 

Die Lösung wurde vor Gebrauch mit NaOH auf pH 7,4 eingestellt.  
 

Endogene Peroxidase Blockierung:  
Methanol      30ml 

DPBS       30ml  

H2O2     30% (v/v)  

 

Demaskierungslösung, pH 6,0: 

Tri-Natrium-Citrat-Dihydrat Puffer: 10mM  2,941g   ad 1000ml A. bidest 

Die Lösung wurde vor Gebrauch mit NaOH auf pH 6,0 eingestellt.  

 

10x TBS-Puffer Stammlösung, pH7,4: 

NaCl     1,5mM  87,6g 

Tris     1M  121,1g   ad 1000ml A. bidest 

Die Lösung wurde vor Gebrauch mit HCl auf pH 7,4 eingestellt. Vor Gebrauch wurde der Puffer 

1:10 mit VE-Wasser verdünnt und als 1x TBS Puffer verwendet. 

 

10x BSA-TBS Stammlösung: 

BSA     10%     ad 1000ml A. bidest.  

Die Lösung wurde vor Gebrauch 1:10 mit 1x TBS verdünnt.      

 

10x Trypsin Puffer:  

EDTA     3mM  1,25g 

KCl     2,7mM  0,2g 

KH2PO4    1,5mM  0,2g 

NaCl     137mM 8g 

Na2HPO4    8,1mM  1,15g 

Die Lösung wurde vor Gebrauch autoklaviert. 
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2.6. Kits 

LEGENDplex custom mouse 5-plex panel BioLegend, Nr. B3301837 

MagniSort mouse CD8 T-cell enrichment kit eBioscience, Nr. 8804-6822-74 

MagniSort mouse CD4 T-cell enrichment kit eBioscience, Nr. 8804-6821-74 

CD4+ T-cell isolation kit Miltenyi Biotec, Nr. 130-104-454 

CD8+ T-cell isolation kit Miltenyi Biotec, Nr. 130-104-075 

2.7. Enzyme   

Die Enzyme wurden bei den vom Hersteller angegeben Temperaturen gelagert und mit dem 

jeweiligen mitgelieferten Puffer verwendet. 

DNAse I für Aufarbeitung von Lungenzellen Sigma-Aldrich GmbH, Nr. DN25-1G 

Kollagenase A Roche, Nr. 35830422 

Heparin-Natrium 25000 Ratiopharm GmbH, Nr. A69867 

2.8. Antikörper 

2.8.1. Für die Durchflusszytometrie verwendete Antikörper 

Bezeichnung Klon Wirt Isotyp 
Endkonzentration 

[mg/ml] pro 106 
Zelllen 

Hersteller 

APC α-Maus 
CD279 

29F.1A12 Ratte IgG2a 0,2  BioLegend Nr.135210 

APC α-Maus 
CD8 

53-6.7 Ratte IgG2a 0,2  eBioscience Nr. 17-0081-82 

APC α-Maus 
MHC II 

M5/114.15.2 Ratte IgG2b 0,2  eBioscience Nr.17-5321-81 

BV421 α-Maus 
CD127 

A7R34 Ratte IgG2a 0,2  BioLegend Nr. 135027 

FITC α-Maus 
CD86 

GL-1 Ratte IgG2a 0,5  BD Biosciences Nr.553691 

FITC α-Maus 
CD8a 

53-6.7 Ratte IgG2a 0,5  BD Biosciences Nr.553031 

PE α-Maus 
CD122 

5H4 Ratte IgG2a 0,2  BioLegend Nr. 105906 
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Bezeichnung Klon Wirt Isotyp 
Endkonzentration 

[mg/ml] pro 106 
Zelllen 

Hersteller 

PE α-Maus 
CD90.1 

HIS51 Maus IgG2a 0,2  eBioscience Nr. 12-0900-83 

PE α-Maus 
CD11c 

N418 Hamster IgG 0,2  BioLegend Nr.117308 

PE α-Maus 
CD122 

TM-beta1 Ratte IgG2b 0,2  eBioscience Nr. 12-1222-83 

PE α-Maus 
CD25 

PC61 Ratte IgG1 0,2  eBioscience Nr.12-0251-81 

PE α-Maus 
CD8 

53-6.7 Ratte IgG2a 0,2  eBioscience Nr. 17-0081-82 

PE α-Maus 
CD4 

GK1.5 Ratte IgG2b 0,2  BioLegend Nr. 100410 

PE-Cy5 α-
Maus CD8 

53-6.7 Ratte IgG2a 0,2  BD Bioscience Nr. 553034 

PE-Cy5 α-
Maus CD4 

RM4-5 Ratte IgG2a 0,2  BD Biosciences Nr. 553050 

PE-Cy7 α-
Maus CD3 

145-2C11 Hamster 
IgG1 

0,2  BioLegend Nr. 100320 

PE-Cy7 α-
Maus TCRβ 

H57-597 Hamster IgG 0,2  BD Biosciences Nr. 560729 

CD16/CD32 
FC-Block  

93 Ratte IgG2a 0,5  eBioscience Nr. 14-0161-82 

2.8.2. Micro-Beads gekoppelte MACS und MagniSort Antikörper 

Bezeichnung Klon Wirt Isotyp Endkonzentration  Hersteller 

α-Maus CD8 
(Ly2) 

Microbeads 

Keine Angabe 
vom 

Hersteller 

Ratte IgG2a 10µl / 107 Zellen Miltenyi Biotec, Nr. 
130-049-401 

 

2.8.3. Für die Immunhistochemie verwendete Antikörper, Seren und Kits  

Bezeichnung Klon Wirt Isotyp Hersteller 

Normalserum 
Kaninchen 

polyklonal  - Life Technologies; Nr. 
16120099 
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Bezeichnung Klon Wirt Isotyp Hersteller 

Normalserum Ziege polyklonal  - Life Technologies; Nr. 
16210064 

α-Maus CD8 4SM15 Ratte IgG2a Thermo Fischer Scientific, 
Nr. 14-0808-82 

α-Maus CD122 polyklonal Kaninchen IgG Bioss, Nr. Bs1959R-A488 

α-Maus PD-1 polyklonal Ziege IgG R&D; Nr. AF-1021-SP 

α-mCMV IE1 Croma 101 IgG1 Prof. S. Jonjic, Universität 
Rijeka 

α-Ratte Biotin polyklonal Ziege Ig Biosciences Pharmingen, Nr. 
554014 

α-Maus - Alkalische 
Phosphatase 

polyklonal Ziege IgG BioRAD Laboratories Nr. 
OBT1172 

α-Ziege Biotin polyklonal Esel IgG Jackson ImmunoResearch, 
Nr. 705-065-147 

α-Kaninchen Biotin polyklonal Ziege IgG Vector Laboratories, Nr. BA-
1000 

ABC Peroxidase KIT 
Standard 

- - Vector Laboratories, Nr. PK-
6100 

ABC alkalische 
Phosphatase KIT 

Standard 

- - Vector Laboratories, Nr. AK-
5000 

Fuchsin-Substrat-
System 

- - Dako, Nr. K0625 

HPR Green Solution Set - - Nr. S-99055-103 oder 1030 

Vector TrueView 
Autofluorescence 

Quenching Kit 

- - Vector Laboratories, Nr. SP-
8400 
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2.9. Versuchstiere 

Alle verwendeten Versuchsmäuse wurden unter specified-pathogen-free (SPF) Bedingungen 

gezüchtet und / oder beherbergt beim Translational Animal Research Center (TARC) der 

Universitätsmedizin Mainz. Alle tierexperimentellen Arbeiten erfolgten mit der Genehmigung der 

Bezirksregierung Rheinland-Pfalz (Genehmigungs-Nummer 177-07/G14-1-015 und 

177-07/G14-1-049). Folgende Versuchstiere wurden verwendet: 

C57BL/6 JRj 

Dieser Mausstamm wurde von Janvier Labs bezogen und ist ein Inzuchtstamm (Haplotyp H-2b; 

CD90.2). In allen Versuchen wurde dieser Mausstamm als Wildtyp (WT) bezeichnet. 

 

DEREG-C57BL/6 

Diese Mäuse wurden in unserem Tierstall selbst gezüchtet und ist ein transgener Mausstamm 

(Haplotyp H-2b; CD90.2). Die Mäuse exprimieren ein Fusionsprotein bestehend aus dem 

Diphteria Toxin Rezeptors (DTR) und dem Green Fluorescent Protein (GFP). Das Fusionsgen 

steht unter der transkriptionellen Regulation des Foxp3 Promoters. Die DEREG-C57BL/6 Mäuse 

exprimieren das DTR/GFP Fusionsprotein spezifisch in CD4-positiven Treg und werden deshalb 

zum Nachweis von CD4 Treg verwendet. 

 

C57BL/6-Thy1.1 

Dieser kongener Mausstamm trägt das T-Lymphozyten-spezifische Thy1a (Thy1.1) Allel 

(Haplotyp H-2b; CD90.1). Der Mausstamm wurde in unserem Tierstall mit dem Inzuchtstamm 

C57BL/6 durch die Einkreuzung, nachfolgende Selektion der Nachkommen und regelmäßige 

Rückkreuzung mit dem Inzuchtstamm selbst gezüchtet. Die Expression des Thy1.1 Allels lässt 

sich durch durchflusszytometrische Analysen oder durch histologische Färbungen nachweisen.  

2.10. Viren  

Die Infektion der Versuchstiere erfolgte mit folgenden Viren:  

mCMV-WT.Smith (Strain Smith; ATCC VR-1399) 

Alle verwendeten Viren in dieser Arbeit gehen auf den von der ATCC (American Type Culture 

Collection) erworbenen Wildtyp-Stamm (Smith strain, 1954) mCMV-WT ATCC VR-194 (neue 

Bezeichnung VR-1399) zurück. Dieser WT-Stamm war Grundlage für die komplette 

Sequenzierung des mCMV-Genoms durch William Rawlinson (Rawlinson et al. 1996). Für die 
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Infektion der Mäuse wurden ausschließlich Zellkultur gereinigte Virus-Stocks verwendet. Mit 

diesem Virus wurden alle Mäuse infiziert – sofern nicht anders beschrieben – die für die 

Durchführung der Suppression-Assays (s. 3.3.4) verwendet wurden. Auch die Donoren des 

adoptiven Transfers (s. 3.6.5) wurden mit diesem Stamm infiziert. 

mCMV-Δ157 

Dieser Deletionsmutante fehlt der ORF des m157 Genprodukts (Bubić et al. 2004). 

mCMV-resistente C57BL/6 Mäuse exprimieren den aktivierenden NK-Rezeptor Ly49H, welcher 

mit dem m157-Liganden auf der Oberfläche infzierter Zellen interagiert. Um zu verhindern, dass 

NK Zellen das mCMV kontrollieren, wurden die Mäuse mit der Mutante mCMV-m157 infziert 

um die Stimulation des Ly49H Rezeptors zu verhindern. Mit diesem Virus wurden alle 

Rezipienten Mäuse des adoptiven Transfers (s. 3.6.5) infiziert. 

2.11. Primäre Zellen und Zelllinien 

Murine embryofetale Fibroblasten (MEF) 

Diese adhärenten, primären Zellen wurden aus ca. 14 Tage alten Embryonen aus dem 

Inzuchtstamm C57BL/6 JRj (s. 2.9) isoliert (s. 3.1.3) (Passage 1) und für die weitere Verwendung 

entweder erneut passagiert oder kryokonserviert (s. 3.1.1). Aufgrund ihrer Permissivität für 

mCMV wurden Fibroblasten für die Bestimmung von Virustitern mittels Plaque-Assay (s. 3.2.2) 

sowie für die in vitro Vermehrung von mCMV (s. 3.2.1) verwendet.  

Die Kultivierung der MEFs erfolgte auf 10cm Zellkulturschalen in MEM + 10% (v/v) FCS 

(10ml/Schale). Nach Erreichen der Konfluenz wurden die Zellen mit DPBS gewaschen, mit 

Trypsin/EDTA (2ml/Schale) abgelöst und anschließend im Verhältnis 1:3 oder 1:4 geteilt 

(abhängig von der Konfluenz des Zellrasens). Für alle Versuche wurden die MEFs 

ausschließlich in Passage 3 eingesetzt.  

 

Aus dem Knochenmark gewonnene dendritische Zellen (DC) 

Diese primären, adhärenten Zellen wurden aus dem Knochenmark von weiblichen C57BL/6 JRj 

Mäusen gewonnen (s. 3.1.4). Nach 6-tägiger Kultivierung wurden die Zellen kryokonserviert 

(s. 3.1.1). Für die Aktivierung von T-Zellen wurden die DC als Antigenpräsentierende Zellen 

(APCs) in den in ex-vivo Suppression-Assay eingesetzt (s. 3.3.4). 

Die Kultivierung der DC erfolgte auf 10cm Zellkulturschalen in DMEM + 10% (v/v) FCS oder 

RPMI + 10% (v/v) FCS (10ml/Schale) mit zugesetztem GM-CSF. Letzteres wurde 1980 als 

Zytokin entdeckt, welches Granulozyten und Makrophagen im Knochenmark von Mäusen zum 
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Wachstum anregt (Burgess & Metcalf 1980). GM-CSF ist ein Glykoprotein das von T- und 

B-Zellen, Makrophagen und Fibroblasten gebildet wird. Es beschleunigt die Reifung der DC und 

stimuliert die Differenzierung von Granulozyten und Makrophagen von Vorläuferzellen aus dem 

Knochenmark (Burgess & Metcalf 1980). Es ist darauf zu achten, dass pro Schale ca. 1x107 DC 

ausgesät werden müssen. Nach 2-tägiger Kultivierung wurde der Überstand in ein 

Zentrifugenröhrchen pipettiert, 3x mit Medium abzentrifugiert (360xg / 7min / 4°C) und auf eine 

passende Zellzahl eingestellt.  

2.12. Statistik und Software 

Die statistische Signifikanz von experimentell ermittelten Unterschieden zwischen zwei 

Versuchsgruppen wurde mit dem Zweistichproben t-Test ermittelt. Die p-Werte <0,05 wurden 

als statistisch signifikant betrachtet.  Um zu ermitteln, ob die Varianzen gleich oder ungleich sind, 

wurde der F-Wert berechnet und der p(F)-Wert mittels folgender Website ermittelt: 

https://www.statology.org/f-distribution-calculator/ 

Neben den Standard MS Office Programmen wurden folgende Software verwendet.  

Software Firma 

BioRender BioRender 

CXP Beckman Coulter FC-500 

Graphpad 8.4 Graphpad 

ImageJ Open Source  

Kaluza Beckman Coulter FC-500 

LegendPlex BioLegend 
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3. METHODEN 

3.1. Zellbiologische Methoden 

Alle Arbeiten mit kultivierten Zellen, wurden unter einer sterilen Werkbank durchgeführt, um 

Kontaminationen mit Pilzsporen und/oder Bakterien zu vermeiden. Für Zellkulturarbeiten wurden 

ausschließlich sterile Glas- und Plastikwaren verwendet. Die Zellen wurden in einem 

CO2-Inkubator (37°C, 5% (v/v) CO2) in gesättigter Wasserdampfatmosphäre (95% (v/v) 

Luftfeuchtigkeit) kultiviert. 

3.1.1. Kryokonservierung und Rekultivierung von Zellen  

Der Begriff Kryokonservierung bedeutet das Aufbewahren von Zellen oder Geweben in 

flüssigem Stickstoff (-196°C). Die Vitalität der Zellen kann dadurch nahezu unbegrenzt 

aufrechterhalten werden. Dem Einfriermedium wurde Dimethylsulfoxid (DMSO) zugesetzt, 

welches die Bildung von Eiskristallen und damit eine Zellschädigung verhindert. 

Material: 

- Einfriermedium: 10% (v/v) DMSO, 90% (v/v) FCS 

- Kulturmedium: DMEM + 10% (v/v) FCS; RPMI + 10% (v/v) FCS 

- 100% FCS (v/v) 

- Kryogefäße (1,5ml) 

- Wasserbad 
 

Durchführung: 

Für eine Kryokonservierung wurden mindestens 1x106 Zellen/ml im Einfriermedium 

aufgenommen und in Aliquots von je 1ml in Kryogefäße pipettiert. Sowohl die Zellen als auch 

alle verwendeten Gefäße mussten dabei stets gekühlt sein. Die Zellen wurden zuerst für ca. 48 

Stunden bei -80°C eingefroren, bevor sie im flüssigen Stickstoff weggefroren wurden. Zur 

Rekultivierung wurden die Zellen durch gleichmäßige Hände-Reibe-Bewegung oder bei 37°C im 

Wasserbad aufgetaut. Zur Verdünnung des toxischen DMSO wurden die Zellen 

schnellstmöglich in einem Zentrifugenröhrchen mit ca. 3-4ml FCS (100%) überführt, mit 

Kulturmedium aufgefüllt und anschließend abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in Medium 

resuspendiert, auf eine passende Zellzahl eingestellt und in Zellkulturschalen oder 

Zellkulturflaschen bei 37°C kultiviert. 
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3.1.2. Ermittlung der Zellvitalität und der Zellzahl  

Die Zellen wurden mit Trypanblau oder Türks Lösung angefärbt und die Zellzahl mit Hilfe einer 

Neubauer-Zählkammer mikroskopisch ermittelt. Sollten lebende von toten Zellen unterschieden 

werden, so wurde Trypanblau verwendet. Der anionische Farbstoff wird direkt von perforierten 

Zellen, durch die effiziente Bindung an Proteine, aufgenommen und färbt tote Zellen dunkelblau. 

Lebende Zellen hingegen sind für den Farbstoff nicht permissiv. Für eine Differenzierung von 

Leukozyten und Erythrozyten wurde Türks Lösung verwendet. Der Unterschied dieser Lösung 

zu Trypanblau ist, dass die Türks Lösung durch den enthaltenen Farbstoff Kristallviolett 

ausschließlich die Zellkerne mononukleärer Zellen anfärbt und dadurch nicht zum Nachweis der 

Zellvitalität benutzt werden kann.  

Material: 

- Neubauer-Zählkammer 

- Lichtmikroskop 

- Trypanblau 

- Türks Lösung 

 

Durchführung: 

Um die Zellzahl zu bestimmen, wurde jeweils ein geringes Volumen der Zellsuspensionen in 

einem definierten Verhältnis mit einer der beiden Farbstoffe gemischt und in eine 

Neubauer-Zählkammer (Kammertiefe: 0,1mm) überführt. Unter dem Lichtmikroskop wurde 

anschließend mindestens ein Großquadrat ausgezählt und die Zellzahl mit Hilfe folgender 

Formel berechnet: 

N / n x V x 104 = Zellzahl / ml 

N = Zahl gezählter Zellen  

n = Zahl gezählter Großquadraten 

V = Verdünnungsfaktor  

104 = Kammerfaktor  

3.1.3. Anlage von murinen embryonalen Fibroblasten (MEF) 

MEF wurden aufgrund ihrer Permissivität für mCMV, für die Virustiter-Bestimmung sowie für die 

in vitro Vermehrung von mCMV verwendet.  

Material: 

- Zellkulturschalen (10cm; 14cm)  

- Zellkulturmedium: MEM + 10% (v/v) FCS 
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- Trypsin (MEF-Zellkultur): Trypsin-EDTA (10x) 0,5%, pH: 7,4 

- Trypsin (MEF-Herstellung) (s. 2.5.1) 

- DPBS 

- Steriles Sezierbesteck 

- Eis und Kühlplatten (aus -80°C) 

- Sterilen Erlenmeyerkolben (300ml) mit Glasperlen (Durchmesser 1-2mm) 

- Steriler Magnetstab 

- Sterile Metallsiebe 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm) 

- Zentrifuge 

- Kryoröhrchen (1,5ml) 

 

Durchführung: 

Die MEF Anlage wurde durchgeführt wie bereits beschrieben (Podlech et al. 2002). Es wurden 

nach 14 Tagen post conceptionem die Embryonen aus C57BL/6 Mäusen entnommen und auf 

einer Petrischale von Plazenta, Fruchtsack- und blase, Innereien, Augenanlagen und dem 

Gehirn befreit. Es war darauf zu achten, dass alles auf gekühlten Platten gelagert und auf Eis 

gearbeitet wurde. Das restliche Gewebe wurde mit einer Schere zu einer homogenen Masse 

verarbeitet. Letzteres wurde in einem sterilen Erlenmeyerkolben mit Glasperlen und Magnetstab 

überführt und 30ml Trypsin / EDTA hinzugegeben. Diese Zellsuspension wurde für 30min unter 

ständigem Rühren bei 37°C inkubiert. Anschließend wurde zu der Gewebesuspension 

zusätzlich 30ml Trypsin / EDTA hinzugegeben und für weitere 30min bei 37°C inkubiert. Der 

letzte Schritt wurde nochmals wiederholt. 

Die Gewebesuspension wurde in insgesamt vier 50ml Zentrifugenröhrchen über je ein steriles 

Metallsieb verteilt, um verbliebende Gewebestückchen zu entfernen. Der Erlenmeyerkolben 

wurde dabei gründlich mit DPBS abgespült, um Zellverluste zu minimieren. Die 

Zentrifugenröhrchen wurden für 10min bei 360xg bei Raumtemperatur abzentrifugiert. Das 

Zellpellet wurde in Kulturmedium resuspendiert, auf zwei 50ml Zentrifugenröhrchen verteilt und 

für 10min bei 360xg bei Raumtemperatur abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in Kulturmedium 

aufgenommen, in ein 50ml Zentrifugenröhrchen überführt und nochmals für 10min bei 360xg bei 

Raumtemperatur abzentrifugiert. Anschließend wurde das Zellpellet mit 5ml Kulturmedium über 

ein 100µm Zell-Nylonsieb gegeben und nochmals mit 5ml Kulturmedium nachgespült, um den 

Verlust von Zellen zu minimieren. Zuletzt wurde die Zellzahl bestimmt. 

Anschließend wurden die Zellen für eine Kultivierung auf eine Dichte von 2-3x107 pro 14er 

Petrischale (Ø 14,5cm) eingestellt, ausgesät und bei 37°C inkubiert. Am nächsten Tag wurde 

das Kulturmedium entfernt und der Zellrasen vorsichtig dreimal mit 10ml DPBS gespült. Danach 
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wurden 30ml frisches Kulturmedium hinzugegeben und solange weiter bei 37°C kultiviert, bis 

ein konfluenter Zellrasen erreicht wurde. Die Zellen wurden dann mit Hilfe von Trypsin von der 

Petrischale gelöst und vor einer weiteren Kultivierung im Verhältnis 1:3 bis 1:4 geteilt 

(Passage 2) oder in Einfriermedium überführt und kryokonserviert (3-4 Aliquots / 14,5cm 

Petrischale) (Passage 1). MEFs können bis max. Passage 4 verwendet werden.  

3.1.4. Anlage dendritischer Zellen (DC) aus dem Knochenmark 

Für die Aktivierung von T-Zellen wurden die DC als APCs in den in ex-vivo Suppressions-Assay 

eingesetzt (s. 3.3.4). 

Material: 

- Kulturmedium: DMEM + 10% (v/v) FCS oder RPMI + 10% (v/v) FCS 

- FACS Puffer (s. 2.5.2) 

- DC Puffer: (s. 2.5.2) 

- DPBS 

- Steriles Sezierbesteck  

- Ethanol 70% (v/v) 

- Spritze (1ml) + Kanüle (27G 0,4x12mm) 

- Zell-Nylonsieb (100µm) 

- RBC Lyse Puffer 

- GM-CSF (20ng/ml) 

- FACS Antikörper: (s. 2.8.1.1.) 

- Zentrifuge 

- Durchflusszytometer (Beckman Coulter; FC-500) 

 

Durchführung: 

Die DC-Anlage wurde durchgeführt wie bereits beschrieben (Mayer & Sparwasser 2014). Die 

DC wurden aus 10-16 Wochen alten weiblichen C57BL/6 Mäusen gewonnen. Dazu wurden die 

Mäuse durch CO2-Begasung getötet und durch Eintauchen in Ethanol 70% (v/v) desinfiziert. Die 

Hinterbeine sowie deren Fell wurden entfernt. Dabei war zu beachten, dass die Hinterbeine über 

dem Becken-Hüftgelenk abgetrennt wurden. Anschließend wurde die Tibia vom Kniegelenk 

abgeschnitten, sodass Femur und Tibia getrennt voneinander wurden. Um ein Austrocknen zu 

verhindern, wurden Femur und Tibia in DC Puffer überführt, durch ein Skalpell frei vom 

Muskelgewebe präpariert und die Epiphysen vorsichtig abgeschnitten. Femur und Tibia wurden 

mit Hilfe einer 1ml Spritze (+ Kanüle) mit DC Puffer durchgespült und die dabei gelösten 

Knochenmarkzellen in einem frischen 50ml Zentrifugenröhrchen aufgefangen. Das wurde so 

lange wiederholt bis die Knochen vollständig weiß erschienen.  
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Die Knochenmarkzellen wurden für 7min bei 360xg bei 4°C abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde 

in 5ml DPBS aufgenommen und über einen 100µm Zell-Nylonsieb gegeben. Um den Zellverlust 

zu minimieren, wurden sowohl das 50ml Zentrifugenröhrchen sowie das Nylonsieb mit 5ml 

DPBS nachgespült. Anschließend wurde auf 50ml mit DPBS aufgefüllt und für 7min bei 360xg 

bei 4°C abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde mit 3ml RBC Lyse Puffer resuspendiert, für 2min 

inkubiert und anschließend 27ml kaltes (wichtig!) DC Puffer hinzugefügt. Die Zellsuspension 

wurde dann für 7min bei 360xg bei 4°C abzentrifugiert, das Zellpellet in 15ml vorgewärmten 

Kulturmedium aufgenommen und die Zellzahl ermittelt. Dabei wurden ca. 2-4x106 Zellen in 10ml 

Kulturmedium mit 20ng/ml GM-CSF in einer 10cm Petrischale ausgesät und bei 37°C inkubiert.  

Am zweiten Tag wurden 10ml vorgewärmtes Kulturmedium zu den Zellen hinzugegeben und 

zwei weitere Tage bei 37°C inkubiert. Am vierten Tag wurden 10ml aus den Petrischalen (nicht 

resuspendieren!) in ein 50ml Zentrifugenröhrchen überführt und für 7min bei 360xg bei 4°C 

abzentrifugiert, um einen Zellverslust zu minimieren. Das Zellpellet wurde in 10ml frischem 

vorgewärmten Kulturmedium resuspendiert, GM-CSF dazu pipettiert und in die ursprüngliche 

Petrischale gegeben. Die Zellen wurden zwei weitere Tage bei 37°C inkubiert. Am sechsten Tag 

wurden die nicht-adhärenten Zellen von allen Petrischalen in 50ml Zentrifugenröhrchen 

gesammelt und für 7min bei 360xg bei 4°C abzentrifugiert. Die Zellpellets wurden gepoolt, 

resuspendiert und mit 15ml Kulturmedium aufgefüllt. Anschließend wurde die Zellzahl ermittelt 

und ca. 5x106 DC in Aliquots von je 1ml in Kryogefäße pipettiert und kryokonserviert.  

Vor und nach einer Kryokonservierung wurden die DC durchflusszytometrisch analysiert (s. 3.4). 

Dabei war drauf zu achten, dass nicht mehr als 70% der Zellen CD11c+, sowie unter den CD11c+ 

nicht mehr als 30% MHC IIhigh CD86high sein sollten (Mayer & Sparwasser 2014).  

3.2. Virologische Methoden 

3.2.1. mCMV Produktion 

Alle verwendeten Viren in dieser Arbeit wurden ausschließlich aus infizierten MEFs der 3. 

Passage aufgereinigt und für die Infektionen verwendet (Lemmermann et al. 2010).  

Material:  

- MEF (3. Passage) 

- Zellkulturmedium: MEM + 10% (v/v) FCS 

- Virusstandardpuffer (VSP): (s 2.5.3) 

- VSP + 15% (w/v) Saccharose: (s. 2.5.3) 
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- Zellkulturschalen (14cm) 

- Zellschaber 

- Sterile Zentrifugenbecher (500ml, 250ml, 50ml) 

- Sterile Polyallomer Ultrazentrifugenröhrchen (36ml) 

- Dounce-Homogenisatoren 

- Eis 

Durchführung: 

1. Infektion der MEFs 

MEF der 3. Passage wurden bis zu einer Konfluenz von 80% kultiviert. Um eine hohe 

Virusausbeute zu erzielen, wurden ~60 Petrischalen (Ø14,5cm) infiziert. Die Infektion 

erfolgte mit jeweils 1x105 PFU in 5ml Medium pro Petrischale unter mehrmaligem 

Schwenken bei Raumtemperatur. Danach wurden 20ml Kulturmedium dazu pipettiert 

und für ca. 4 Tage bei 37°C inkubiert. Der zytopathische Effekt (Abkugelung und Ablösen 

der Zellen) war bis dahin stark ausgeprägt, sodass sich ca. 80% der Zellen im Überstand 

befanden. 

2. Virusaufreinigung 

Die Zellen wurden mit Hilfe eines sterilen Zellschabers vorsichtig in sterilen 500ml 

Zentrifugenbechern gesammelt. Um den Zellverlust zu minimieren, wurden die 

Petrischalen nochmals mit 10ml Kulturmedium gespült und ebenso in den 

Zentrifugenbechern gesammelt. Wichtig ist hier zu vermerken, dass ab diesem Punkt 

alle Arbeiten auf Eis erfolgen mussten sowie die 4°C gekühlten Zentrifugen benutzt 

wurden. Die 500ml Zentrifugenbecher wurden mit Kulturmedium austariert und für 20min 

bei 6.400xg bei 4°C zentrifugiert (Sorvall RC 5C Plus: Rotor SLA-3000 

F12(S)_6x500LEX). Die Überstände wurden in sterile 250ml Zentrifugenbecher 

gesammelt. Die Pellets in den 500ml Zentrifugenbecher wurden mit je 10ml kaltem 

frischem MEM (ohne FCS) resuspendiert und in je 5ml Aliquots in sterile 

Dounce-Homogenisatoren überführt. Um Zellverluste zu minimieren, wurden die 

Zentrifugenbecher nochmals mit Kulturmedium ausgespült und ebenfalls im 

Dounce-Homogenisator homogenisiert. Die Zellhomogenate wurden in 50ml 

Zentrifugenröhrchen vereint und für 20min bei 3.670xg bei 4°C abzentrifugiert (Sorvall 

RC 5C Plus: Rotor SS-34 F21_8x50y). Die Zellüberstände der 50ml Zentrifugenbecher 

wurden mit den bereits in den 250ml Zentrifugenbechern gesammelten Überständen 

vereint. Die Pellets der 50ml Zentrifugenbechern wurden verworfen. Anschließend 

wurden die 250ml Zentrifugenbecher austariert und für 3h bei 28.000xg bei 4°C 

abzentrifugiert (Sorvall RC 5C Plus: Rotor SLA-1500; F14(S)_6x250y). Der letzte Schritt 
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führte zur Sedimentation der Viruspartikel. Die Überstande wurde dekantiert, die Pellets 

mit etwas Medium bedeckt und über Nacht im Kühlraum auf Eis gelagert, sodass sich 

die Pellets lösen konnten. Am nächsten Morgen wurden die Pellets im verbliebenen 

Volumen resuspendiert und mit einem Dounce-Homogenisator homogenisiert (ca. 20x). 

Anschließend wurde das Homogenat in einem Puffer-zu-Virus Volumenverhältnis von 

10:1 (27ml Puffer + 3ml Viruslösung) auf ein 15%-iges (w/v) Sacharose/VSP-Kissen in 

30ml Polyallomer-Röhrchen gegeben. Die Röhrchen wurden für 1h bei 52.800xg bei 4°C 

abzentrifugiert (Sorvall Combi Plus: Rotor AH629). Der Überstand wurde vorsichtig 

abgesaugt, das Pellet mit je 500µl eiskaltem VSP/Saccharose überschichtet und zum 

Lösen für 4h auf Eis gestellt. Das Pellet wurde resuspendiert und die Suspension in 

einem kleinen Dounce-Homogenisator homogenisiert. Die Röhrchen wurden dabei, um 

einen Zellverlust gering zu halten, mit weiteren 500µl VSP/Saccharose ausgespült und 

nochmals mittels des Dounce-Homogenisator homogenisiert. Die Virussuspension 

wurde in einem 50ml Zentrifugenröhrchen gesammelt, aliquotiert und bei -80°C 

eingefroren. Das aufgereinigte Virus sollte nicht öfter als viermal aufgetaut werden, um 

eine Verminderung des Virustiters zu vermeiden. 

3.2.2. Virustiter-Bestimmung mittels Plaque-Assay 

Die Bestimmung der Virustiter mittels Plaque-Assay wurde durchgeführt wie bereits beschrieben 

(Lemmermann et al. 2010). Diese Methode ist eine Standardmethode für den Nachweis der 

Infektiosität von infiziertem Material. Hierfür wurden MEF (C57BL/6 JRj; Passage 3) auf 

48-Well-Platten ausgesät und mit den aufgereinigten Viren infiziert. Nach 4-5 Tagen wurde der 

Zyotopathische Effekt (CPE) des Virus sichtbar (Veränderung der Zellmorphologie nach einer 

Virusinfektion). Im Zellrasen entstanden mikroskopisch sichtbare Löcher, welche als Plaque 

bezeichnet werden. Der Virustiter wird dabei immer in PFU (plaque forming unit) angegeben 

(1 Plaque entspricht 1 PFU). Jeder Plaque ist auf mindestens ein infektiöses Viruspartikel 

zurückzuführen. Die entstandenen Plaques im Zellrasen wurden anschließend mit Hilfe eines 

Invertmikroskops ausgezählt und der Virustiter ermittelt.  

3.2.2.1. Virustiter-Bestimmung eines Virusstocks 

Material:  

- Steriles Sezierbesteck 

- Sterile Metallsiebe 

- Petrischalen (6cm) 
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- Zell-Nylonsieb (100µm, 40µm) 

- Einmalspritzen (2ml) 

- Kryoröhrchen (1.5ml) 

- Zellkulturmedium: MEM + 10% (v/v) FCS 

- MEF (3. Passage) 

- 48-Well Zellkulturplatten  

- Methylzellulose 

 

Durchführung: 

Es wurden ca. 6-8 Verdünnungsstufen (log10) des Virusstocks in Triplikaten für 1h bei 37°C auf 

konfluenten MEF inkubiert. Nach der Infektion wurden die Zellen mit 500µl Methylzellulose 

überschichtet und für 4 Tage bei 37°C inkubiert Die Plaques wurden mit Hilfe eines 

Invertmikroskops ausgezählt und der Virustiter ermittelt, indem die Triplikate ausgezählt und als 

Mittelwert in die Formel eingesetzt wurden (entspricht der Plaquezahl). Die errechneten Werte 

entsprechen dem Virustiter pro ml (Reddehase et al. 1985). 

 

Virustiter (PFU/ml) = Mittelwert der Plaques x Verdünnungsfaktor x 10 

3.2.2.2. Virustiter-Bestimmung in Organhomogenaten  

Durchführung: 

1. Organentnahme 

Organe aus infizierten C57BL/6 Mäusen nach adoptiven Transfer (siehe 3.6.5), wurden 

steril entnommen, in 1ml Kulturmedium überführt und bei -80°C bis zur Aufarbeitung der 

Organe gelagert.  

2. Aufarbeitung der Organe 

Die eingefrorenen Organe wurden schnellstmöglich im Wasserbad bei 37°C aufgetaut 

und sofort auf Eis gestellt. Anschließend wurden die einzelnen Organe auf je ein steriles 

Metallsieb gegeben, mit Hilfe eines 2ml Spritzenstempels zerrieben und in 2ml 

Kulturmedium aufgenommen. Es wurde von jedem Organhomogenat eine log10 

Verdünnungsreihe in Kulturmedium hergestellt (sechs Verdünnungsstufen) und davon je 

100µl auf die MEFs als Duplikate in 48-Well-Platten überführt. Die Platten wurden dann 

30min bei 760xg bei Raumtemperatur zentrifugal infiziert. Durch die zentrifugale Infektion 

kommt es zu einer Verstärkung der Infektion um einen Faktor 20 (Hudson et al. 1976). 

Die Kulturen wurden mit 500µl Methylzellulosemedium überschichtet und für 4-5 Tage 

bei 37°C inkubiert. Die entstandenen Plaques wurden anschließend mit einem 

Invertmikroskop ausgezählt und der Virustiter bestimmt. Der berechnete Virustiter wurde 
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als PFU/Organ angegeben. Dementsprechend musste das Volumen von 2ml, in 

welchem jedes Organ aufgenommen wurde, mit in die Formel einbezogen werden: 

 

Virustiter (PFU/Organ) = Summe der gezählten Plaques x Verdünnungsfaktor x 10 x 2 

Anmerkungen: 

Während der zentrifugalen Infektion wurden die Platten zuerst für 5min bei 760xg bei 

Raumtemperatur zentrifugiert, um 180° gedreht und für weitere 25min bei 760xg zentrifugiert. 

So können die Viruspartikel besser in die MEF eindringen. Eine zentrifugale Infektion erfolgte 

nur bei der Virustiter-Bestimmung der Organhomogenaten und nie bei der Virusproduktion oder 

der Virustiter-Bestimmung von Virusstocks.  

3.3. Immunologische Methoden 

3.3.1. Isolierung von CD8 und CD4 T-Zellen aus unterschiedlichen Organen  

3.3.1.1. Milz  

Die Milzzellen dienten zur Isolierung von CD8- und CD4 T-Zellen, welche später in den in ex-

vivo Suppressions-Assay (s. 3.3.4) sowie in den adoptiven Transfer (s. 3.6.5) eingesetzt wurden. 

Zusätzlich dazu, wurden die Milzzellen zytofluorometrisch analysiert. 

Material: 

- Kulturmedium: DMEM + 10% (v/v) FCS 

- Steriles Sezierbesteck 

- Sterile Metallsiebe 

- Einmalspritzen (2ml) 

- Petrischalen (6cm) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm, 40µm) 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Erythrozyten-Lysepuffer 

- Türks Lösung 

 

Durchführung: 

Die Milzen der Mäuse (je nach Versuch: C57BL/6; DEREG-C57BL/6; C57BL/6-Thy1.1.) wurden 

steril entnommen und in Kulturmedium überführt. Anschließend wurden die Milzen über ein 

steriles Metallsieb gegeben und mit Hilfe eines 2ml Spritzenstempels in einer Petrischale (Ø 

6cm) zerrieben. Dabei wurde das Metallsieb mit Kulturmedium gründlich abgespült. Das 

Gewebehomogenat wurde über ein 100µm Nylon-Zellsieb in ein 50ml Zentrifugenröhrchen 
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gegeben. Dabei wurde die Petrischale nochmals mit Kulturmedium ausgespült, um den 

Zellverlust minimal zu halten. Das Zentrifugenröhrchen wurde auf 50ml mit Kulturmedium 

aufgefüllt und für 7min bei 360xg bei 4°C abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in 10ml 

Kulturmedium resuspendiert und über ein 40µm Nylon-Zellsieb in ein frisches 50ml 

Zentrifugenröhrchen gegeben. Dabei wurde das vorherige Röhrchen gründlich mit 

Kulturmedium abgespült und die Suspension ebenso über das Nylon-Zellsieb gegeben. 

Anschließend wurde auf 50ml mit Kulturmedium aufgefüllt und für 7min bei 360xg bei 4°C 

abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in Kulturmedium aufgenommen (pro Milz je 1ml 

Kulturmedium), die Zellzahl mit Hilfe der Neubauer Zählkammer bestimmt und auf die benötigte 

Konzentration eingestellt.  

Anmerkung: Je nach Versuch wurde zusätzlich zu den oben genannten Schritten eine Lyse der 

Erythrozyten durchgeführt. Hier wurde das Zellpellet nach der ersten Zentrifugation in 2ml 

Erythrozyten-Lysepuffer aufgenommen und für 2min bei Raumtemperatur inkubiert. 

Anschließend wurde die Lyse durch Zugabe eines Zellkulturmediums gestoppt und die 

Zellsuspension über ein 40µm Nylon-Zellsieb gegeben (alle weiteren Schritte sind identisch wie 

oben beschrieben).  

Erwartete Zellzahl bei naiven Mäusen: ca. 5x107 – 1x108 Zellen pro Milz 

Erwartete Zellzahl nach intraperitonealer Infektion: ca. 1.5x108 – 2x108 Zellen pro Milz 

3.3.1.2. Thymus   

Die isolierten Zellen aus dem Thymus dienten zum Nachweis von CD4 und CD8 Treg durch 

durchflusszytometrische Analysen.  

Material: 

- Kulturmedium: DMEM + 10% (v/v) FCS 

- Steriles Sezierbesteck 

- Sterile Metallsiebe 

- Einmalspritzen (2ml) 

- Petrischalen (6cm) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm) 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Türks Lösung 

 

Durchführung: 

Die Lymphozyten wurden aus dem Thymus von akut infizierten oder naiven Mäusen steril isoliert 

und in Kulturmedium überführt. Anschließend wurde der Thymus über ein steriles Metallsieb 
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gegeben und mit Hilfe eines 2ml Spritzenstempels in einer Petrischale (Ø 6cm) zerrieben. Dabei 

wurde das Metallsieb mit Kulturmedium gründlich abgespült. Das Gewebehomogenat wurde 

über ein 100µm Nylon-Zellsieb in ein 50ml Zentrifugenröhrchen überführt. Dabei wurde die 

Petrischale nochmals mit Kulturmedium ausgespült, um einen Zellverlust minimal zu halten. Das 

50ml Zentrifugenröhrchen wurde auf 50ml mit Kulturmedium aufgefüllt und für 7min bei 360xg 

bei 4°C abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in Kulturmedium aufgenommen, (pro Thymus je 

1ml Kulturmedium) die Zellzahl bestimmt und auf die benötigte Konzentration eingestellt.  

Erwartete Zellzahl bei naiven Mäusen: ca. 5x107 – 1x108 Zellen pro Thymus 

Erwartete Zellzahl nach intraperitonealer Infektion: ca. 6x107 – 1x108 Zellen pro Thymus 

3.3.1.3. Lunge  

Die isolierten Zellen aus der Lunge dienten zum Nachweis von CD4 und CD8 Treg durch 

durchflusszytometrische Analysen. 

Material: 

- Kulturmedium: DMEM + 10% (v/v) FCS 

- PBS/Heparin Lösung: (s. 2.5.1.) 

- Steriles Sezierbesteck 

- Sterile Metallsiebe 

- Einmalspritzen (2ml) 

- Petrischalen (6cm) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm) 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Sterile Erlenmeyerkolben (100ml) 

- DNase I: Stock: 3mg/ml 

- Kollagenase A: Stock 0,239 U/mg 

- Wasserbad 

- Türks Lösung 

 

Durchführung: 

1. Lungenperfusion 

Von einer mit CO2 getöteten und durch das Eintauchen in Ethanol 70% (v/v) desinfizieren 

Maus, wurde der Bauchraum sowie der Halsbereich freigelegt. Anschließend wurden die 

Vena- und Arteria subclavia, Aorta abdominalis sowie Vena cava inferior geöffnet, 

sodass das Herz punktiert werden konnte. Dabei wurde PBS/Heparin mit einer 2ml 

Spritze aufgezogen, mit der daran befestigten Kanüle in die rechte Herzkammer 

gestochen und solange gespült, bis die Lunge vollständig weiß erschien. Die Lunge 

wurde entnommen und in ein mit Medium gefülltes Röhrchen überführt.  
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2. Lungenaufarbeitung 

 Je eine Lunge wurde in eine 10cm Petrischale gegeben. Mit Hilfe von Pinzetten wurden 

die hilären Lymphknoten, Trachea und Bronchien entfernt. Die Lunge wurde mit Hilfe 

einer Schere in sehr kleine Stücke geschnitten und in einem 50ml Zentrifugenröhrchen 

überführt (1 Lunge pro Röhrchen). Die Petrischale, Schere und Pinzette wurden mit 

insgesamt 5ml DMEM abgespült und ebenso in dem Zentrifugenröhrchen gesammelt. 

Zum Verdau des Bindegewebes wurden 100µl DNase und 333µl Kollagenase pro Lunge 

hinzugefügt (Holt et al. 1985). Nach einer Inkubation von 1h im Wasserbad bei 37°C 

unter ständigem Schütteln, wurde die Zellsuspension über ein 100µm Nylon-Zellsieb 

gegeben, mit dem Stempel einer 2ml Spritze das restliche Gewebe zerrieben und in 

einem frischen 50ml Zentrifugenröhrchen aufgefangen. Der Stempel sowie das 

Zentrifugenröhrchen wurden, um den Zellverlust minimal zu halten, nochmals mit 20ml 

DMEM gespült und die Lösung ebenso im frischen 50ml Röhrchen gesammelt. 

Anschließend wurde die Suspension bei 681xg für 7min bei Raumtemperatur 

abzentrifugiert. Der Überstand wurde in einem frischen 50ml Röhrchen gesammelt und 

das Zellpellet in 20ml frischen Medium resuspendiert. Die zwei 50ml Röhrchen wurden 

dann vereint (insgesamt 40ml) und bei 681xg für 7min bei Raumtemperatur 

abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das Zellpellet in 1ml Lyse Puffer 

resuspendiert und für 2min bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurden 5ml 

DMEM dazu pipettiert, die gesamte Zellsuspension über ein frisches 100µm Nylon-

Zellsieb gegeben und in einem frischen 50ml Röhrchen gesammelt. Das vorherige 

Röhrchen wurde mit 20ml Medium nachgespült und ebenso über das 100µm Nylon-

Zellsieb gegeben. Danach wurde die Zellsuspension bei 360xg für 7min bei 

Raumtemperatur abzentrifugiert, der Überstand verworfen und das Zellpellet in 2ml 

Medium resuspendiert. Ein Aliquot wurde für die Zellzählung steril entnommen und die 

Zellzahl mit Türks Lösung bestimmt.  

Erwartete Zellzahl bei naiven Mäusen: ca. 5x106 – 1x107 Zellen pro Lunge 

Erwartete Zellzahl nach intraperitonealer Infektion: ca. 1.5x107 – 2x107 Zellen pro Lunge 

3.3.1.4. Blut  

Aus dem Blut wurden CD4 und CD8 Treg zytofluorometrisch analysiert.  

Material: 

- Medium: PBS-EDTA (30mM) 

- Eppendorfgefäße (1.5ml) 
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- Sterile Metallsiebe 

 

Durchführung: 

Es wurden 50µl 30mM PBS-EDTA in 1,5ml Eppendorfgefäße vorgelegt (dies reicht für ca. 100-

200µl Vollblut), bevor das Blut entnommen wurde.  

Von einer mit CO2 getöteten Maus, die durch Eintauchen in Ethanol 70% (v/v) desinfiziert wurde, 

wurde der Bauchraum sowie der Halsbereich freigelegt. Anschließend wurde die Vena- und 

Arteria subclavia, Aorta abdominalis sowie Vena cava inferior geöffnet. Das Blut wurde mit einer 

200µl Pipette in die Eppendorfgefäße pipettiert, welche bis zur Weiterverarbeitung im Dunkeln 

bei Raumtemperatur gelagert wurden. Details zur zytofluorometrischen Analyse sind in Kapitel 

3.4 erklärt.  

3.3.2. Isolierung von T-Zellpopulationen mittels MACS 

Das magnetic cell separation (MACS) System von Miltenyi Biotech, dient zur Isolierung 

bestimmter Zellpopulationen aus einer Zellsuspension (Miltenyi et al. 1990). Die Markierung 

erfolgt mit paramagnetischen Microbeads (ca. 50nm), welche an Antikörper gebunden sind und 

an Zellen binden, die das entsprechende Antigen präsentieren. Die Säule wird in ein Magnetfeld 

eingebracht und Zellsuspension auf die Säulen aufgetragen, welche aus Metallkugeln besteht. 

Generell wird zwischen positiv- (s. 3.3.2.1) und negativ-Selektion (s. 3.3.2.2) unterschieden 

(Miltenyi et al. 1990). Essenziell für alle Arbeiten mit dem MACS-System ist das Arbeiten auf Eis 

und die Verwendung von gekühltem MACS Puffer. 

Für den Suppression-Assay oder adoptiven Transfer (s. 3.3.4; 3.6.5), wurden die Milzen aus 

akut infizierten oder naiven Mäusen entnommen und zu einer Einzelzell-Suspension 

aufgearbeitet (s. 3.3.1.1). Die gewonnenen Zellen wurden in MACS Puffer (1ml pro Milz) 

aufgenommen und die Zellzahl bestimmt. Aus der Milzsuspension wurden dann die CD8 

und/oder CD4 T-Zellen mittels MACS isoliert. Für den Suppression-Assay wurde die 

negativ-Selektion- und für den adoptiven Transfer die positiv-Selektion eingesetzt. 

3.3.2.1. Positiv-Selektion mittels MACS  

Positiv-Selektion bedeutet, dass der gewünschte Zelltyp durch die Microbeads, innerhalb eines 

Magnetfeldes, in der Separations-Säule zurückgehalten wird. Danach wird die Säule aus dem 

Magnetfeld entnommen, auf ein 15ml Zentrifugenröhrchen gelegt und die markierten Zellen 

durch Druck von der Säule eluiert (s. Abb. 7). In dieser Arbeit wurden CD8 T-Zellen 
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mCMV-infizierter Donoren für einen adoptiven Transfer mittels positiv-Selektion gewonnen 

(s. 3.6.5). 

 

Abb. 7: Prinzip der positiv-Selektion mittels MACS. Im ersten Schritt wurden die Zellen mit Microbeads 
magnetisch markiert. Danach wurden die Zellen auf einer Säule gegeben, welche in einem Magneten eingespannt 
war. Die nicht-markierten Zellen – der unerwünschte Zelltyp – kann ungehindert passieren und bei Interesse in 
einem Zentrifugenröhrchen aufgefangen werden Da bei der positiv-Selektion die markierten Zellen von dem 
Magneten in der Säule zurückgehalten werden, wurde die Säule aus dem Magneten entfernt, und die Zellen mit 
einem Stempel aus der Säule gedrückt. Um eine Reinheit von >95% zu erreichen, wurde die Säule dreimal mit 
Puffer gewaschen. Diese Abbildung wurde aus der MACS-Produktbeschreibung von Miltenyi Biotech entnommen 
und modifiziert. 

 

Material: 

- Manuelles MACS-System 

- Separationssäulen (MS Columns, LS Columns) 

- CD8a (Ly-2) Microbeads 

- MACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- DPBS 

- Zentrifugenröhrchen (15ml, 50ml) 

 

Durchführung:  

Nach der Milzpräparation (s. 3.3.1.1) wurden 1x108 Milzzellen bei 300xg für 10min bei 

Raumtemperatur abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das Zellpellet in 900µl 

MACS Puffer resuspendiert (90µl MACS Puffer pro 107 Gesamtzellen). Anschließend wurden 

100µl CD8 (Ly-2) Microbeads dazu pipettiert (10µl pro 107 Gesamtzellen) und für 10min bei 4°C 

inkubiert. Danach wurde eine LS-Säule (large cells columns for separation) im Magneten 

angebracht und mit 3ml MACS Puffer zum Äquilibrieren gewaschen. Die markierte 

Zellsuspension wurde anschließend auf die Säule überführt und der Durchfluss, die CD8 

negativen T-Zellen, in ein 15ml Zentrifugenröhrchen aufgefangen. Um eine höhere Reinheit zu 

erzielen, wurde die LS-Säule 3x mit 3ml MACS Puffer gewaschen und der Durchlauf im selben 

15ml Röhrchen aufgefangen. Um die CD8-positiven Zellen zu erhalten, wurde die LS-Säule von 

dem Magneten entfernt, auf ein frisches 15ml Röhrchen gesetzt und die Zellen mit 5ml MACS 

Puffer eluiert. Die eluierten CD8-positiven Zellen, sowie der Durchfluss (CD8-negativen Zellen) 
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wurden bei 360xg für 7min bei 4°C abzentrifugiert, die Pellets in DPBS oder MACS Puffer 

aufgenommen und je ein Aliquot steril für die Zellzahlbestimmung entnommen.  

3.3.2.2. Negativ-Selektion mittels MACS 

Negativ-Selektion bedeutet, dass bestimmte Zellpopulationen aus einer Zellsuspension entfernt 

werden, um die Zielpopulation zu erhalten. Dazu werden die zu entfernenden Zellen mit 

Microbeads markiert und in der Säule, durch das Magnetfeld, zurückgehalten. Die nicht-

markierten Zellen entsprechen der Zielpopulation, welche die Säule ungehindert passieren 

können (s. Abb. 8). In dieser Arbeit wurden mittels negativ-Selektion, CD8- und CD4 T-Zellen 

aus Milzen isoliert und für weitere Aufreinigungen von CD4 und CD8 Treg für den Einsatz im 

Suppression-Assay eingesetzt (s. 3.3.4).  

 

Abb. 8: Prinzip der negativ-Selektion mittels MACS. Im ersten Schritt wurden die unerwünschten Zellen 
magnetisch markiert. Danach wurden die Zellen auf eine Säule aufgetragen, welche in einem Magneten 
eingespannt war. Die unerwünschten Zellen bleiben an der Säule hängen, während die Zielpopulation ungehindert 
passieren und aufgefangen werden kann. Diese Abbildung wurde aus der MACS-Produktbeschreibung von Miltenyi 
Biotech entnommen und modifiziert. 
 

Material: 

- Manuelles MACS-System 

- Separationssäulen (MS Columns, LS Columns) 

- CD4 bzw. CD8 T cell isolation kit  

- MACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- DPBS 

- Zentrifugenröhrchen (15ml, 50ml) 

 

Durchführung:  

Nach Zellzahlbestimmung der gepoolten Milzen (s. 3.3.1.1), wurden 2x108 Milzzellen, für die 

Isolierung der CD4 T-Zellen und 3x108 Milzzellen für die Isolierung der CD8 T-Zellen (da die 

Ausbeute von CD8 T-Zellen geringer ist als bei den CD4 T-Zellen), bei 300xg für 10min bei 

Raumtemperatur abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und die Pellets in 800µl (CD4 

T-Zellen) oder 1200µl (CD8 T-Zellen) MACS Puffer resuspendiert (40µl MACS Puffer pro 107 
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Gesamtzellen). Anschließend wurden 200µl CD4 Biotin Antibody Cocktail bzw. 300µl CD8 Biotin 

Antibody Cocktail hinzugegeben und für 5min bei 4°C inkubiert (10µl Biotin Antibody Cocktail 

pro 107 Gesamtzellen). Es wurden 600µl (CD4 T-Zellen) oder 900µl (CD8 T-Zellen) MACS-

Puffer hinzu pipettiert (30µl MACS-Puffer pro 107 Gesamtzellen). Anschließend wurden 400µl 

(CD4 T-Zellen) oder 600µl (CD8 T-Zellen) anti-Biotin Microbeads hinzugegeben (20µl anti-Biotin 

Microbeads pro 107 Gesamtzellen) und für 10min bei 4°C inkubiert.  

Für die Isolierung der CD4 T-Zellen und/oder CD8 T-Zellen wurde je eine MS- oder LS-Säule in 

den Magneten eingebracht und zum Äquilibrieren mit 500µl oder 3ml MACS Puffer gewaschen. 

Die markierte Zellsuspension wurde anschließend auf die Säulen überführt und der Durchfluss, 

CD4- oder CD8 positiven T-Zellen, in separate 15ml Zentrifugenröhrchen aufgefangen. Um eine 

höhere Reinheit zu erzielen, wurde die LS-Säule 3x mit 3ml und die MS-Säule 3x mit 500µl 

MACS Puffer gewaschen. Es wurde je ein Aliquot für die Zellzahlbestimmung steril entnommen.  

3.3.3. Negativ-Selektion mittels MagniSort 

Das MagniSort-System von Thermo Fischer Scientific, ähnelt der negativ-Selektion mittels 

MACS, mit dem Unterschied, dass das MagniSort-System eine säulenfreie magnetische 

Trennplattform für Zellanreicherung darstellt (s. Abb. 9). In dieser Arbeit wurde das MagniSort-

System genutzt um die CD4- und/oder CD8 T-Zellen anzureichern, welches die Basis für CD4 

und/oder CD8 Effektor T-Zellen (Responder T cells; Tresp) im Suppressions-Assay darstellte 

(s. 3.3.4).  

 
Abb. 9: Prinzip der negativ-Selektion mittels MagniSort. Im ersten Schritt wurden die unerwünschten Zellen 
durch einen biotinylierten Antikörpermix mit Streptavidin-beschichteten Microbeads gebunden. Die Zellsuspension 
wurde in ein 4ml Zentrifugenröhrchen gegeben und in einen Magneten überführt, wodurch die unerwünschten 
Zellen durch den Magneten sequestriert wurden. Die Zielpopulation konnte dadurch in ein 50ml 
Zentrifugenröhrchen aufgefangen werden. Diese Abbildung wurde aus der MagniSort-Produktbeschreibung von 
Thermo Fischer Scientific entnommen und mit der Software BioRender modifiziert. 
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Material: 

- MagniSort Magneten 

- CD8 bzw. CD4 mouse T-cell enrichment kit 

- MagniSort Puffer: (s. 2.5.2) 

- DPBS 

- Zentrifugenröhrchen (4ml, 50ml) 

- Vortexer 

 

Durchführung:  

Nach Zellzahlbestimmung der gepoolten Milzen (s. 3.3.1.1) wurden 2x108 Milzzellen für CD4 

T-Zellen und 4x108 Milzzellen für CD8 T-Zellen in frische 4ml Zentrifugenröhrchen pipettiert (da 

die Ausbeute von CD8 T-Zellen geringer ist als von den CD4 T-Zellen). Es war darauf zu achten, 

dass pro Magnet nur 2x108 Zellen markiert werden können. Dementsprechend mussten die CD8 

T-Zellen auf zwei 4ml Röhrchen mit je 2x108 Zellen aufgeteilt werden. Die Zellen wurden dann 

bei 300xg für 10min bei 4°C abzentrifugiert. Der Überstand wurde abgekippt und das Zellpellet 

in je 2000µl MagniSort Puffer resuspendiert (100µl MagniSort Puffer pro 107 Gesamtzellen). 

Anschließend wurden 400µl MagniSort Enrichment Antibody-Cocktail dazu gegeben, 5x pulse 

gevortext und für 10min bei Raumtemperatur inkubiert (20µl MagniSort Enrichment Antibody-

Cocktail pro 107 Gesamtzellen). Die 4ml Röhrchen wurden mit je 4ml MagniSort Puffer aufgefüllt 

und bei 300xg für 5min bei 4°C abzentrifugiert. Der Überstand wurde vorsichtig abgekippt, das 

Zellpellet in das Ausgangsvolumen von 2000µl MagniSort Puffer aufgenommen und eine 

Einzelsuspension hergestellt. Danach wurden 400µl MagniSort Negative Selection Beads dazu 

gegeben, 5x pulse gevortext und für 5min bei Raumtemperatur inkubiert (20µl MagniSort 

Negative Selection Beads pro 107 Gesamtzellen). Sollte das Gesamtvolumen der Röhrchen 

nicht 2,5ml betragen, musste mit MagniSort Puffer aufgefüllt werden. Die Einzelsuspensionen 

wurden mit einer 1000µl Pipette nochmals resuspendiert – 3x auf und ab pipettieren (es darf 

nicht gevortext werden). Anschließend wurden die 4ml Zentrifugenröhrchen in den Magneten 

eingeführt und für 5min bei Raumtemperatur inkubiert. Der Magnet wurde vorsichtig in 

gleichmäßiger Bewegung mit dem 4ml Röhrchen angehoben und der Überstand in ein frisches 

50ml Zentrifugenröhrchen abgekippt. Es war sehr wichtig darauf zu achten, dass der letzte 

Tropfen im 4ml Röhrchen des Magneten nicht mit abgetropft wird, um mögliche Unreinheiten zu 

verhindern. Das 4ml Röhrchen wurde dann aus dem Magneten entfernt und auf 2,5ml mit 

MagniSort Puffer aufgefüllt. Dabei wurde die Zellsuspension 3x mit einer 1000µl Pipette 

resuspendiert, (unter gar keinen Umständen vortexen) dass Röhrchen wieder in den Magneten 

eingeführt und für 5min bei Raumtemperatur inkubiert. Der Magnet wurde dann wieder 

angehoben und den Durchfluss in dasselbe 50ml Röhrchen gesammelt. Das ganze Prozedere 
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wurde ein weiteres Mal wiederholt, sodass insgesamt 3 Durchläufe in einem 50ml Röhrchen 

gesammelt wurden. Anschließend wurde ein Zellaliquot steril entnommen und die Zellzahl 

mittels Trypanblau bestimmt.  

3.3.4. In ex-vivo Suppressions-Assay 

Die ersten in vitro Suppression-Assays zur Messung der suppressiven Aktivität von Treg wurden 

von (Takahashi et al. 1998) und (Thornton & Shevach 1998) beschrieben. Über die Jahre 

entwickelte sich dieser Assay zur Standardmethode, um die Fähigkeit von Treg zu messen, 

welcher die T-Zellproliferation von Tresp unterdrückt. Dafür werden die Tresp polyklonal 

stimuliert und mit verschiedenen Treg Konzentrationen kokultiviert. 

In dieser Arbeit wurden die Tresp mit α-CD3ɛ beladenen DC stimuliert. Um die Proliferation der 

Tresp messen zu können, wurden die Tresp mit 5,6-Carboxyfluoreszein-Diacetat-

Succinimidylester (CFDEA-SE) markiert. Dieser Farbstoff wird generell für den Nachweis von 

Zellproliferation verwendet (Quah et al. 2007). Innerhalb der Zellen wandelt sich das CFDEA-SE 

zu Carboxyfluoresceinsuccinimidylester (CFSE) um. Das CFDEA-SE kann ungestört in die 

Zellen diffundieren und kovalent an Proteine binden. Teilt sich eine CFSE-markierte Zelle, gehen 

jeweils die Hälfte aller markierten Proteine auf die Tochtergeneration über, was zu einer 

Abnahme der Farbstoffintensität führt (Parish 1999). Dementsprechend kann die Zellteilung 

dadurch gemessen werden, dass sich die daraus resultierende Intensität der Fluoreszenz von 

CFSE halbiert (Quah et al. 2007). In dieser Arbeit basiert der Suppressions-Assay auf drei 

Komponenten: Tresp, Treg und DC (s. Abb. 10). Die DEREG-C57BL/6 (CD90.2) Mäuse wurden 

für die Isolierung der Treg und der kongene Mausstamm C56BL/6-Thy1.1 (CD90.1) für die 

Isolierung der Tresp verwendet. Die Proliferation der Tresp wurde durchflusszytometrisch 

(Beckman Coulter FC-500) gemessen.   
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Abb. 10: Prinzip des Suppression-Assays. Der Assay bestand aus 3 Hauptkomponenten: Treg, Tresp und DC. 
CD8 und CD4 Tresp wurden aus den Milzen von naiven oder akut infizierten C57BL/6-Thy1.1 Mäusen 
immunomagnetisch isoliert und mit CFSE markiert. Für eine polyklonale Stimulation wurden die Tresp mit αCD3ε 
beladenen DC markiert. Die Treg wurden aus den Milzen von naiven oder akut infizierten DEREG-C57BL/6 Mäusen 
durch eine Kombination aus immunomagnetische und zytofluorometrische Zellsortiertung isoliert und mit den Tresp 
und DC für 4-5 Tage kokultiviert. Die Proliferation der Tresp wurde zytofluorometrisch bestimmt. 
 

Material: 

- MagniSort Puffer: (s. 2.5.2) 

- MACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- Kulturmedium: RPMI + 10% (v/v) FCS oder DMEM + 10% (v/v) FCS 

- FACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- CFSE Stocklösung: 10mM vor Gebrauch 1:2000 mit DPBS verdünnen 

(Endkonzentration: 5µM) 

- GM-CSF (20ng/ml) 

- DPBS 

- Steriles Sezierbesteck 

- Petrischalen (6cm, 10cm) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm, 40µm) 

- Sterile Metallsiebe 

- Einmalspritzen (2ml) 

- Zentrifugenröhrchen (4ml,15ml, 50ml) 

- CD4 und CD8 T-cell isolation kit (Miltenyi Biotec) 

- CD4 und CD8 T-cell enrichment kit (MagniSort) 

- MagniSort Magneten 

- Separationssäulen (MS Columns, LS Columns) 

- 96-Well- U-Boden Platten 

- Vortexer 

- FACS-Röhrchen 

- FACS Antikörper (s. 2.8.1.1.) 
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Durchführung: 

1. Isolierung der Treg  

Eine Woche nach einer mCMV-Infektion oder aus naiven DEREG-C57BL/6 oder 

C57BL/6 Mäusen, wurden die CD4 und/oder CD8 Treg aus einem Pool von 

Gesamtmilzen isoliert (s. 3.3.1.1). Dabei wurden jeweils die CD4 und CD8 T-Zellen 

mittels immunomagnetischer negativ-Selektion MagniSort (s. 3.3.3) angereichert, gefolgt 

von einer zytofluorometrischen Zellsortierung (s. 3.4) von CD4 Treg (CD4+CD25+GFP+) 

und/oder von CD8 Treg Subpopulationen (CD8 Sub I: CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-), 

(CD8 Treg Sub II: CD8+CD3+CD122+PD-1-CD127+), (CD8 Treg Sub III: 

CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+), (CD8 Treg Sub IV: CD8+CD3+CD122+PD-1-CD127-), 

(CD8 Treg Sub V: CD8+CD3+CD122+PD-1+) und (CD8 Treg Sub I+ IV:  

CD8+CD3+CD122+PD-1+/-CD27+) (s. 3.4). Die Zellzahl der Treg wurden je nach Titration 

(s. Tab. 2) entsprechend eingestellt.  

2. Isolierung der Tresp 

Die Tresp wurden eine Woche nach mCMV-Infektion oder aus naiven C57BL/6-Thy1.1 

(CD90.1) Mäusen aus einem Pool von Gesamtmilzen isoliert (s. 3.3.1.1). Dabei wurden 

jeweils die CD4 und CD8 T-Zellen mittels immunomagnetischer negativ-Selektion durch 

MagniSort (s. 3.3.3) isoliert, gefolgt von einer immunomagnetischer negativ-Selektion 

MACS (s. 3.3.2.2) zum Erhalt der CD4+CD25- (CD4 Tresp) sowie CD8+CD122- (CD8 

Tresp). 

3. CFSE-Markierung Tresp  

Für die CFSE-Markierung wurden die Zentrifugenröhrchen der CD4 und CD8 Tresp mit 

DPBS aufgefüllt und bei 360xg für 7min bei 4°C abzentrifugiert. Der Überstand wurde 

abgekippt und die Pellets in DPBS resuspendiert – die Zellen wurden dabei auf eine 

Zellzahl von 1x107/ml eingestellt. Das CFSE wurde in einer Konzentration von 5µM mit 

einer Verdünnung von 1:10 mit DPBS, zu den Tresp pipettiert. Nach einer exakt 

7-minütigen Inkubation bei 37°C wurde der Markierungsvorgang durch die Zugabe von 

dem 10-fachem Volumen an Kulturmedium gestoppt und sofort auf Eis für 5min inkubiert. 

Für eine bessere zytofluorometrische Abtrennung der Tresp Populationen wurden die 

Zellen anschließend gewaschen. Dabei wurden die Zellen je 3x bei 360xg für 7min bei 

4°C abzentrifugiert. Der Überstand wurde dabei stets abgekippt, die Zellepellets in 

Kulturmedium aufgenommen und die Röhrchen vor einer weiteren Zentrifugation mit 

Medium aufgefüllt. 
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4. Einstellung der DC 

Die DC wurden zwei Tage vor dem Suppression-Assay in einem 15ml 

Zentrifugenröhrchen mit vorgelegtem FCS aufgetaut, mit Kulturmedium aufgefüllt und 

bei 360xg für 7min bei 4°C abzentrifugiert. Der Überstand wurde abgekippt und das 

Zellpellet in 10ml Kulturmedium mit zugesetztem GM-CSF (Konzentration: 0,1mg / ml) 

resuspendiert. Anschließend wurde die Zellsuspension in eine 10cm Petrischale 

gegeben und für 2 Tage bei 37°C inkubiert. Am Tag des Suppression-Assays, wurde die 

Zellsuspension aus der Petrischale in ein frisches 50ml Röhrchen pipettiert, mit 

Kulturmedium aufgefüllt und bei 360xg für 7min bei 4°C abzentrifugiert. Die DC wurden 

noch zweimal gewaschen, um das GM-CSF zu reduzieren. Die Zellzahl wurde 

anschließend ermittelt und die DC eingestellt (s. Tab. 2). Das α-CD3ɛ wurde mit 

Kulturmedium angesetzt (Konzentration: 4µg / ml). 

5. Kokultur der 3 Komponenten 

Es wurden 96-Well U-Boden Platten vorbereitet, meist zwei Platten für die CD4 Tresp 

und zwei Platten für die CD8 Tresp. Es wurden zuerst die DC in die Platte pipettiert, 

anschließend das α-CD3ɛ, welches dann zusammen mit den DC 15min bei 

Raumtemperatur inkubiert wurde. Danach wurden jeweils die Tresp, Treg und schließlich 

das Medium dazu pipettiert (s. Tab. 2). Es war darauf zu achten, dass die Tresp Zellzahl 

stets konstant blieb und das Gesamtvolumen pro Well 200µl betrug. Alles wurde, wenn 

möglich, in Quadruplikaten durchgeführt. Es gab immer 5 Negativkontrollen sowie 4 

Positivkontrollen pro Platte. Nach 4-5 Tagen Kokultivierung der Treg, Tresp und DC, 

wurde die Proliferation von den CD4 und/oder CD8 Tresp zytofluorometrisch gemessen.  
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Tab. 2: Titrationsschema des Suppression-Assays. Der Suppression-Assay bestand ausfolgenden 
Komponenten: Tresp; DC; Treg; α-CD3ɛ und Medium. Jede 96-Well U-Boden Platte beinhaltete Negativkontrollen 
[Tresp + DC], Positivkontrollen [Tresp + DC + α-CD3ɛ], Treg Kontrollen [Treg + DC + α-CD3ɛ] sowie Tresp:Treg 
Titrationen [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Das Gesamtvolumen jedes Well betrug 200µl. 

 Tresp 

[1x106/ 

ml] 

DC 

[6x104/ml] 

Treg 

[1x106/ml] 

α-CD3ɛ 

[4µg/ml] Medium 

Negativkontrolle 50 µl 50 µl - - 100 µl 

Positivkontrolle 50 µl 50 µl - 50 µl 50 µl 

Treg Kontrolle - 50 µl 50 µl 50 µl 50 µl 

Tresp : Treg (1 : 1) 50 µl 50 µl 50 µl 50 µl - 

Tresp : Treg (1 : 0,5) 50 µl 50 µl 25 µl 50 µl 25 µl 

Tresp : Treg (1 : 0,2) 50 µl 50 µl 10 µl 50 µl 40 µl 

Tresp : Treg (1 : 0,1) 50 µl 50 µl 5 µl 50 µl 45µl 

3.3.5. Nachweis der Zytokinsekretion 

Um nachzuweisen, welche Mechanismen für den suppressiven Effekt der Treg verantwortlich 

sind, wurden anti- und pro-inflammatorische Zytokine der Tresp und Treg gemessen. Dafür 

wurden die Überstände aus den Suppression-Assay Kokulturen (s. 3.3.4) am zweiten, vierten 

und fünften Tag in jeweils frische 96Well-Platten überführt und direkt bei -80°C gelagert. Für den 

Nachweis der Zytokinsekretion wurde der LegendPlex-Assay angewandt (s. 2.6). Dieser Assay 

basiert auf dem gleichen Prinzip wie der enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) und 

verwendet fluoreszenzkodierte Mikrobeads mit Erfassungsantikörpern (capture beads), welche 

kovalent an deren Oberflächen binden (Lehmann et al. 2017). Es wird zwischen zwei Bead-

Populationen unterschieden. Diese weisen nicht nur unterschiedliche Größen auf, sondern auch 

unterschiedliche APC Fluoreszenzwerte, sodass die Bead-Populationen deutlich voneinander 

unterschieden werden können. Jeder dieser Beads ist mit einem spezifischen biotinylierten 

Antikörper auf der Oberfläche konjugiert und fungiert als capture bead.  Anschließend wird 

Streptavidin-Phycoerythrin (SA-PE) zugesetzt, welches an die biotinylierten 

Detektionsantikörper bindet und fluoreszierende Signale mit Intensitäten im Verhältnis zur 

Menge der gebundenen Antikörper abgibt. Für jede Bead Population wird die 

PE-Signalfluoreszenzintensität mit einem Durchflusszytometer quantifiziert. Die Konzentration 

eines bestimmten Zytokins wird anhand einer bekannten Standardkurve (durch vorgegebene 

Target-Standardkonzentrationen der Firma BioLegend) mit der Datenanalysensoftware 
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LEGENDplex bestimmt. Es wurden folgende Zytokine getestet: IL-10; IFNγ; IL-34; IL-2, TGF-β1. 

Dabei haben die Zytokine IL-10; IFNγ; IL-2 und TGFβ-1 eine Target-Standardkonzentration von 

10.000pg/ml und IL-34 von 50.000pg/ml (Die Target-Standardkonzentrationen sind von der 

Firma BioLegend vorgegeben).  

Material:  

- Suppression-Assay Überstande (4°C) 

- LEGENDplex Kit  

- Orbitalschüttler 

- Zentrifuge 

- Eppendorfgefäße (0,5ml; 1,5ml) 

- FACS-Röhrchen 

- FACS Puffer (s. 2.5.2) 

- DPBS 

 

Durchführung:  

1. Vorbereitung der Reagenzien: 

Die custom pre-mixed capture beads wurden für 1min bei Raumtemperatur gevortext. 

Vor Gebrauch der Beads wurde dies für 30sek wiederholt. Um den wash buffer (20x PBS 

mit 1% Tween-20), welcher in dem Kit enthalten ist anzusetzen, wurde eine Lösung mit 

273,5ml destilliertem Wasser und 12,5ml 20x wash buffer hergestellt. 

2. Vorbereitungen der Standards: 

Der lyophilisierte mouse custom panel standard cocktail wurde mit 250µl assay buffer 

gelöst, was die höchste Standardkonzentration C7 darstellt. Anschließend wurden 6x 

1,5ml Eppendorfgefäße wie folgt beschriftet:  C6; C5; C4; C3; C2; C1. In jedes 

Eppendorfgefäß wurden 37,5µl assay buffer vorgelegt. Danach wurden 12,5µl aus C7 

direkt in die 96-Well-Platte als Duplikate pipettiert. Anschließend wurde der Standard mit 

je einer 1:4 Verdünnung titriert (s. Tab. 3). Für den Standard C0, wurden 50µl assay 

buffer direkt in die 96Well Platte in Duplikaten pipettiert. Der verbliebene C7 Standard 

wurde in 4x 0,5ml Eppendorfgefäße à 40µl aliquotiert und bei -80°C gelagert. Allerdings 

war hier zu beachten, dass nach Rekonstitution des Standards, dieser innerhalb eines 

Monats verwendet werden muss und nur einmal aufgetaut werden darf. 



Methoden 

59 
 

Tab. 3: Titration des Standards des LegendPlex-Assays. Der Standard wurde mit einer stetigen 1:4 Verdünnung 
mit dem assay buffer (C7-C0) titriert. Dafür wurden Eppendorfgefäße beschriftet (C6-C1) und mit je 37,5µl assay 
buffer vorgelegt. Anschließend wurde aus dem aufgelösten Lyophilisat mouse custom panel standard cocktail (C7) 
12,5µl in das C6 Eppendorfgefäß pipettiert. Nach einem Spitzenwechsel wurde die Suspension in C6 gemischt und 
12,5µl aus C6 in C5 pipettiert. Dieses Prozedere wurde bis zum Eppendorfgefäß C1 weitergeführt. Die Target-

Standardkonzentration der einzelnen Zytokine muss dabei für spätere Analysen berücksichtigt werden.  

 

 

3. Versuchsablauf: 

Je 12,5µl der Standards (C6-C1) wurde auf die 96-Well Platte in Duplikaten pipettiert. 

Beginnend mit C1 bis C6. Anschließend wurden 12,5µl von den Zellkulturüberständen in 

die 96-Well Platte mit ständigem Spitzenwechsel nach jeder Probe überführt. Danach 

wurden je 12,5µl der custom pre-mixed capture beads auf den Standard sowie auf die 

Zellkulturüberstände pipettiert. Die 96-Well-Platten wurden mit einer Versiegelungsfolie 

(im Kit enthalten) und Alufolie verschlossen und auf dem Orbitalschüttler ü.N. bei 250rpm 

bei 4°C inkubiert. Am nächsten Tag wurde der Orbitalschüttler mit den Platten bei 

Raumtemperatur gelagert. Die Folien wurden entfernt, je 200µl wash buffer pro Well 

pipettiert und bei 900xg für 5min bei Raumtemperatur abzentrifugiert. Der wash buffer 

wurde in ein Waschbecken abgekippt und die Platten auf Tüchern getrocknet. Es war 

wichtig darauf zu achten, dass nicht nachgeklopft wurde. Die pelletierten Beads wurden 

Standard ID 

assay 

buffer 

[µl] 

Titration 

[µl] 
Verdünnung 

Konzentration für 

IL-10; IFNγ; IL-2; 

TGF-β1 [pg/ml] 

Konzentration 

für IL-34 

[pg/ml] 

C7 - - - 10,000 50,000 

C6 37,5 12,5 von 

C7 

1:4 2500 12,500 

C5 37,5 12,5 von 

C6 

1:16 625 3125 

C4 37,5 12,5 von 

C5 

1:64 156,3 781,3 

C3 37,5 12,5 von 

C4 

1:256 39,1 195,3 

C2 37,5 12,5 von 

C3 

1:1024 9,8 48,8 

C1 37,5 12,5 von 

C2 

1:4096 2,4 12,2 

C0 50 - - 0 0 
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durch das Klopfen mit einem Stift am Rand der Platten gelöst. Die Wells wurden 

nochmals mit dem wash buffer gewaschen, abzentrifugiert und die pelletierten Beads 

gelöst. Anschließend wurden 12,5µl custom mouse plex detection antibody pro Well 

pipettiert – auch auf den Standard – die Platten mit der Versieglungs- sowie 

Aluminiumfolie verschlossen und auf dem Orbitalschüttler auf 250rpm für 1h bei 

Raumtemperatur inkubiert. Danach wurden sofort 12,5µl SA-PE pro Well pipettiert, die 

Platten wieder mit den Folien verschlossen und auf dem Orbitalschüttler auf 250rpm für 

30min bei Raumtemperatur inkubiert. Im Anschluss wurden die Platten mit 200µl wash 

buffer pro Well gewaschen, bei 900xg für 5min bei Raumtemperatur abzentrifugiert, in 

ein Waschbecken abgekippt und die Pellets gelöst. Der letzte Schritt wurde ein weiteres 

Mal wiederholt und anschließend 150µl wash buffer pro Well pipettiert. Der 

Durchflusszytometer wurde vor Datenerfassung mit FACS-Beads eingerichtet (enthalten 

im Kit). Es wurden 100µl wash buffer pro FACS-Röhrchen vorgelegt und die Beads pro 

Well (aus den 96-Well Platten) nach mehrmaligem Resuspendieren in das 

entsprechende Röhrchen pipettiert. Die Standards (C0-C7) wurden zuerst gemessen 

und danach die Proben. 

3.3.6. Next Generation Sequencing (NGS) 

NGS ist ein Sequenzierverfahren, welches die Sequenzprofilierung von Genomen, 

Transkriptomen und DNA-Protein-Wechselwirkungen ermöglicht (Slatko et al. 2018). Es ist eine 

Sequenziermethode die zahlreiche Gene parallel sequenzieren kann. Diese Methode beruht auf 

der Sanger-Sequenzierung, bei der die Basenabfolge definierter DNA-Moleküle analysiert wird. 

Zum Vergleich, mit dem NGS Verfahren kann innerhalb eines Tages das gesamte menschliche 

Genom sequenziert werden, während dies mit der Sanger-Sequenzierung über ein Jahrzehnt 

dauern würde (Behjati & Tarpey 2013). Das Grundprinzip des NGS basiert auf 4 Schritten: 

Fragmentation, Adaption, Amplifikation und der Datenanalyse.   

In dieser Arbeit wurde das Verfahren des NGS benutzt, um eine detaillierte phänotypische 

Charakterisierung der CD8 Treg zu erhalten. Es wurde dabei eine Genom-Datenbank mit 

folgenden CD8 Treg Subpopulationen generiert:  

CD8 Treg Subpopulation I  (CD8+CD122+PD-1+CD127-) 

CD8 Treg Subpopulation II  (CD8+CD122+PD-1-CD127+) 

CD8 Treg Subpopulation III  (CD8+CD122-PD-1-CD127+) 
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Material:  

- MagniSort Puffer: (s. 2.5.2) 

- MACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- DPBS 

- Steriles Sezierbesteck 

- Petrischalen (6cm) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm, 40µm) 

- Sterile Metallsiebe 

- Einmalspritzen (2ml) 

- Zentrifugenröhrchen (4ml,15ml, 50ml) 

- CD8 mouse T-cell enrichment kit (MagniSort) 

- MagniSort Magneten 

- Vortexer 

- Eppendorfgefäße LoBind tubes (1,5ml)  

 

Durchführung:  

Eine Woche nach einer mCMV-Infektion oder aus naiven C57BL/6 Mäusen wurde die Zellzahl 

aus einem Pool von Gesamtmilzen bestimmt (s. 3.3.1.1). Anschließend wurden mittels 

immunomagnetischer negativ-Selektion MagniSort (s. 3.3.3) die CD8 T-Zellen isoliert, gefolgt 

von einer zytofluorometrischen Zellsortierung der verschiedenen CD8 Treg Subpopulationen 

(s. 3.4.). Nach Erhalt der Zellpopulationen wurden diese bei 311xg für 20min bei 4°C 

abzentrifugiert, der Überstand vorsichtig dekantiert und das Zellpellet in DPBS resuspendiert. 

Die Zellzahl der jeweiligen Gruppen wurde steril bestimmt, die Zellen in 1,5ml LoBind 

Eppendorfgefäße überführt und bei 420xg für 7min bei Raumtemperatur abzentrifugiert. Dabei 

war darauf zu achten, dass jede Probe mindestens 1x105 Zellen enthielt. Es wurde vorsichtig 

der Überstand abpipettiert, sodass am Ende nur noch das Pellet in dem Eppendorfgefäß 

zurückblieb (dry pellet). Dieses wurde dann zügig bei -80°C eingefroren und für den Transport 

auf Trockeneis gelagert. Die Sequenzierung und RNA Datenbankgenerierung wurde von der 

Translationalen Onkologie (TRON) an der Universitätsmedizin der Johannes Gutenberg-

Universität Mainz durchgeführt.  

Anmerkung: 

Für die zytofluorometrische Zellsortierung müssen 4ml Zentrifugenröhrchen benutzt werden, 

welche 500µl MACS Puffer enthalten. Werden an dieser Stelle 15ml Röhrchen benutzt, verlieren 

die Proben bei der Datenbank Generierung an Reinheit. Es muss zudem unbedingt MACS Puffer 

verwendet werden, da dieses Medium kaum Protein enthält und mit DPBS im Anschluss 

verdünnt wird (jegliche Proteine sorgen für Unreinheiten im NGS Verfahren). 



Methoden 

62 
 

3.4. Zytofluorometrische Methoden 

Die Zytometrie ist ein Prozess, in welchem physikalische und/oder chemische Eigenschaften 

einzelner Zellen oder Partikel gemessen werden können. Dabei fließen die Zellen durch eine 

Messkammer (Flusszelle bzw. flow cell). In dieser Kammer werden die einzelnen Zellen von 

einem Laser angeregt, welcher für jeden Zelltyp ein charakteristisches Streulicht (light scatter) 

erzeugt (Shapiro 2003). Durch dieses Streulicht kann eine Aussage über die Anzahl und 

Verteilung der verschiedenen Zelltypen getroffen werden. Es wird zwischen dem 

Vorwärtsstreulicht (forward scatter, FSC) und dem Seitwärtsstreulicht (side scatter, SSC) 

unterschieden. Ersteres ist ein Maß für die Beugung des Lichts und richtet sich nach dem 

Volumen der Zellen. Das Seitwärtsstreulicht ist ein Maß für die Brechung des Lichts und wird 

unter anderem von der Zellgröße und Struktur beeinflusst (Shapiro 2003). Darüber hinaus, kann 

ein Durchflusszytometer Fluoreszenzlicht messen, indem bestimmte Oberflächenantigene der 

Zellen mit fluoreszenzmarkierten monoklonalen Antikörpern gebunden werden (Shapiro 2003). 

Die Fluoreszenzintensität ist proportional zu den gebundenen Fluorochromen, welche ein 

definiertes Absorptions- sowie Emissionsspektrum besitzen und bestimmte Eigenschaften von 

Zellen/Zellpopulationen auf Einzelebene dokumentieren können (Shapiro 2003). Der 

Energiebereich des Lichtes, über den eine fluoreszierende Verbindung angeregt werden kann, 

wird als Absorptionsspektrum bezeichnet, während der Bereich der emittierten Wellenlängen 

einer fluoreszierenden Verbindung als Emissionsspektrum bezeichnet wird (Shapiro 2003). Die 

fluoreszenzaktivierte Zellanalyse wird als FACS (fluorescence activated cell sorting) bezeichnet. 

Zudem können gleichzeitig zytofluorometrische Analysen mit unterschiedlichen Fluorochromen 

durchgeführt werden, wenn die Farbstoffe unterschiedliche Emissionsspektra verfügen    

(s. Tab. 4). Überlappen die Emissionsbereiche von Fluorochromen, muss dies während der 

Analyse kompensiert werden. Durch die Kompensation werden die überlappenden Spektren 

voneinander subtrahiert. Es können bestimmte Zelltypen und/oder Subpopulationen identifiziert 

werden, indem Fluoreszenzfarbstoffe an monoklonalen Antikörpern gebunden sind. In dieser 

Arbeit wurde mit dem Durchflusszytometer FC-500 von Beckman Coulter gearbeitet, welches 

vier verschiedene Fluoreszenzfarbstoffe gleichzeitig unterscheiden kann. 
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Tab. 4: Absorptions- und Emissionsmaxima eingesetzter Fluorochrome. Die aufgeführten 
Fluoreszenzfarbstoffe unterscheiden oder überlappen sich, welches während einer Messung stets berücksichtigt 
und im Falle einer Überlappung kompensiert werden muss. Fluoreszierende Verbindungen absorbieren 
Lichtenergie, was als Fluoreszenz bezeichnet wird. Die Auswahl der Fluorochrome ist von der 
Anregungsmöglichkeit sowie der jeweiligen Anwendung abhängig.  

Fluorochrom Absorptionsmax. [nm] Emmisionsmax. [nm] 

Fluoreszeinisothioyanat (FITC) 459 519 

R-Phycoerythrin (PE) 480; 565 578 

Allophycocyanin (APC) 650 660 

Phycoerythrin-Cy5 Tandem-

Konjugat (PE-Cy5) 
496 667 

Phycoerythrin-Cy7 Tandem-

Konjugat (PE-Cy7) 
496 785 

Material:  

- FACS Röhrchen 

- FACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- MACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- Sort Puffer: (s. 2.5.2) 

- FACS Antikörper (s. 2.8.1) 

 

Durchführung: 

1. Allgemeine zytofluorometrische Analysen 

Es wurden 1x106 Zellen in einem FACS-Röhrchen in FACS Puffer aufgenommen, bei 

300xg für 5min bei 4°C abzentrifugiert und mit Fc-Block (1µg / 100µl) für 10min bei 4°C 

inkubiert. Der Fc-Block dient zur Blockierung von unspezifischen 

Fc-Rezeptor-Bindungen. Anschließend wurden die Antikörper (s. 2.8.1) in der jeweiligen 

Konzentration als Mix hinzugegeben und 15-20min bei 4°C inkubiert. Danach wurden die 

Zellen mit 1ml FACS Puffer gewaschen (300xg für 5min bei 4°C), in FACS Puffer 

aufgenommen und durchflusszytometrisch analysiert.  

2. Analyse von T-Zellen aus dem Blut 

Um Blutproben (s. 3.3.1.4) zytofluorometrisch zu analysieren, wurde zunächst Fc-Block 

(1µg / 100µl) in FACS Puffer pro FACS-Röhrchen vorgelegt. Anschließend wurden je 

100µl Blut aus den Eppendorfgefäßen in die schon vorbereiteten FACS-Röhrchen mit 

Fc-Block überführt und für 10min im Dunkeln bei Raumtemperatur inkubiert. Dabei war 

darauf zu achten, dass kein Blut am Rand der Röhrchen hing. Für die prozentuale 

Bestimmung von CD4 und/oder CD8 Treg im Blut, wurden die Antikörper als Mix in FACS 

Puffer pro FACS-Röhrchen hinzugegeben und für 20min im Dunkeln bei 



Methoden 

64 
 

Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurde je 1ml FACS Puffer dazu pipettiert und 

bei 300xg für 5min bei Raumtemperatur abzentrifugiert. Der Überstand wurde vorsichtig 

abpipettiert, pro Röhrchen 1ml Lyse-Puffer dazu pipettiert und für ca. 5-10min bei 

Raumtemperatur inkubiert, bis die Suspension transparent und nicht mehr trüb erschien. 

Danach wurde pro Röhrchen 2ml FACS Puffer hinzugegeben und bei 300xg für 5min bei 

Raumtemperatur abzentrifugiert. Der Überstand wurde dekantiert, das Pellet vorsichtig 

gevortext, mit 500µl FACS Puffer resuspendiert und durchflusszytometrisch analysiert.  

3. Zytofluorometrische Zellsortierung 

Hierfür wurden die markierten Zellen einer FACS Core Facility (TRON) übergeben. Um 

die CD8 Treg (Sub I-V) zytofluorometrisch zu sortieren, wurden die CD8 T-Zellen mittels 

immunomagnetischer negativ-Selektion MagniSort (s. 3.3.3) aus den Milzzellen isoliert 

und mit Antikörpern (s. 2.8.1) zur Identifizierung von CD8 Treg Subpopulationen 

markiert. Dafür wurden die CD8 T-Zellen bei 360xg für 7min bei 4°C abzentrifugiert, der 

Überstand dekantiert und das Pellet mit 500µl Sort Puffer in 15ml Zentrifugenröhrchen 

(wichtig!) resuspendiert. Anschließend wurden die Antikörper hinzugegeben und für 

15min bei 4°C inkubiert. Die Zentrifugenröhrchen wurden mit Sort Puffer aufgefüllt und 

bei 360xg für 7min bei 4°C abzentrifugiert. Der Überstand wurde abgekippt und das 

Zellpellet in das passende Volumen mit Sort Puffer resuspendiert (Einstellen zum Sort 

auf 1x107/ml in Sort Puffer; bspw. 3x107 Zellen in 3ml Sort Puffer). Es war darauf zu 

achten, dass die Zentrifugenröhrchen (4ml, 15ml) auf Eis transportiert wurden. Für den 

Sort von CD4 Treg wurden die CD4 T-Zellen nicht mit Antikörper markiert, da durch die 

Verwendung des DEREG-C57BL/6 Mausstammes direkt auf CD4+GFP+ Zellen sortiert 

werden kann. Nach Erhalt der Treg wurden diese stets bei 311xg für 20min bei 4°C 

abzentrifugiert, der Überstand verworfen und das Zellpellet in dem jeweiligen Puffer 

resuspendiert, die Zellzahl ermittelt und eingestellt.   

3.5. Immunhistochemie (IHC) 

Es wurden immunhistologische Methoden angewandt um infizierte Zellen in Lebern nach 

adoptivem Transfer (s. 3.6.5) und zur Bestimmung der Lokalisation von CD8 Treg aus infizierten 

Lebern nachzuweisen. Alle Organe wurden in Paraffin eingebettet, da diese im Vergleich zur 

Kryokonservierung eine bessere Gewebekonservierung gewährleistet. Um spezifische Antigene 

in Organschnitten in der IHC nachweisen zu können, muss das Gewebe mit einem 

antigenspezifischen Primärantikörper und einem Peroxidase-gekoppelten oder einem 

alkalischen-Phosphatase-gekoppelten Sekundärantikörper inkubiert werden. Im Falle einer 
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Peroxidase gekoppelten Sekundärantikörpers, kann die Färbung mit Hilfe einer Avidin-Biotin-

Peroxidase-Färbung (ABC) nachgewiesen werden. Das Substrat der Färbung ist 

Diaminobenzidin (DAB; Bildung von braunen Präzipitaten). Die Färbung wird durch den Zusatz 

von Nickelsulfat noch intensiviert (Bildung von schwarzen Präzipitaten). Im Falle eines alkalische 

Phosphatase gekoppelten Sekundärantikörpers, ist das Substrat der Färbung Neufuchsin 

(Bildung von roten Präzipitaten) (Podlech et al. 2002).  

3.5.1. Einbetten und Schneiden der Organe 

Material:  

- Leber 

- 4%ige Formalinlösung (gepuffert): (s. 2.5.4)  

- Isopropanol; Neoclear  

- Schüttler 

- Paraffin 

- Mikrotom 

- VE-Wasser 

 

Durchführung: 

Die Leberstückchen, die immunhistologisch analysiert werden sollten, wurden direkt nach 

Entnahme in eine 4%-ige (v/v) wässrige Formalinlösung gegeben und ü.N. bei Raumtemperatur 

auf einen Schüttler fixiert. Am nächsten Tag wurden die Organe für 2h in Leitungswasser gespült 

und wie folgt entwässert (aufsteigende Alkoholreihe):  

Isopropanol 20% (v/v)   45min 

Isopropanol 40% (v/v)   45min 

Isopropanol 60% (v/v)   45min 

Isopropanol 80% (v/v)   45min 

Isopropanol 90% (v/v)   45min 

Isopropanol 100% (v/v)   3x45min 

 

Nach vollständiger Dehydrierung wurden die Organe für 3h in Neoclear überführt (dabei wurden 

nach je 1h die Organe in frisches Neoclear überführt) und in Paraffin wie folgt eingebettet: 

55°C  1h 

55°C  ü.N. 

55°C  4h 

 

Die Gewebestücke sind danach bei Raumtemperatur fast unbegrenzt lagerungsfähig. Zur 

Herstellung von Gewebeschnitten, wurden die eingebetteten Organe einen Tag vorher bei -20°C 

eingefroren und mit Hilfe des Mikrotoms, mit einer Schnittdicke von 2µm geschnitten. Die 
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Schnitte wurden unverzüglich im Wasserbad (VE-Wasser; 20°C) aufgefangen und im 

Warmwasserbad (VE-Wasser; 40°C) gestreckt. Anschließend wurde die Schnitte auf silanisierte 

Objektträger überführt und für 18h bei 37°C getrocknet.   

3.5.2. Deparaffinierung, Rehydratisierung und Demaskierung 

Material:  

- Isopropanol  

- Schüttler 

- Neoclear 

- VE-Wasser 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Silanisierte Objektträger 

 

Durchführung: 

Vor einer IHC-Färbung muss das verbliebende Paraffin aus den Gewebeschnitten entfernt 

werden. Dafür wurden die Objektträger mit den Schnitten zuerst mit Neoclear deparaffiniert und 

anschließend in einer absinkenden Alkoholreihe wie folgt rehydratisiert:  

Neoclear 100% (v/v)  3x5min 

Isopropanol 100% (v/v)  2x3min 

Isopropanol 90% (v/v)            3min 

Isopropanol 70% (v/v)  3min 

Isopropanol 50% (v/v)  3min 

VE-Wasser          2min 

 

Durch den Vorgang der Formalinfixierung sowie der Paraffineinbettung geht oftmals die 

Immunreaktivität verloren. Durch eine Antigen-Demaskierung (antigen-retrieval) kann dies in 

den Organschnitten wiederhergestellt werden. Dafür wurden die Gewebeschnitte auf den 

silanisierten Objektträger in ein 50ml Zentrifugenröhrchen mit vorgelegtem Puffer (45ml) gelegt 

(max. 2 Schnitte pro 50ml Röhrchen) und in einer Mikrowelle für 1-3sek erhitzt. Es war darauf 

zu achten, dass in der Mitte des Deckels des 50ml Röhrchens, ein kleines Loch war 

(Explosionsgefahr).  

3.5.3. Nachweis einer mCMV Infektion – mCMV-IE1 

Der Nachweis von mCMV-spezifischen Zellen erfolgt mit einem α-mCMV-IE1 (Croma 101) 

Antikörper (Reddehase et al. 1984, Reddehase et al. 1989). 

 

Material:  

- Isopropanol  
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- Schüttler 

- Neoclear 

- VE-Wasser 

- Demaskierungslösung (s. 2.5.4) 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Endogene Peroxidase Blockierung: (s. 2.5.4) 

- Feuchtekammer 

- Neomount 

- Trypsin-Lösung (s. 2.5.4) 

- 1% BSA-TBS (w/v) (s. 2.5.4) 

- Antikörper und Seren für die Histologie (s. 2.8.3) 

 

Durchführung: 

Die Leberschnitte wurden deparaffiniert und rehydratisiert (s. 3.5.2.). Zur Permeabilisierung der 

Gewebeschnitte wurden diese in einer Trypsin-Lösung für 18min bei 37°C inkubiert und 

anschließend mit VE-Wasser gewaschen. Die Schnitte wurden in 10mM Tri-Natrium-Citrat-

Dihydrat-Puffer in 50ml Röhrchen demaskiert und für 45min abgekühlt. Danach wurden die 

Schnitte für die Inhibition der endogenen Peroxidase für 30min bei Raumtemperatur in 

Methanol-H2O2 inkubiert. Nach zweimaligem Waschen (je 1min) in TBS wurden unspezifische 

Antikörper-Bindungsstellen durch eine 20-minütige Präinkubation mit 1:10 verdünntem 

Kaninchen-Normalserum bei Raumtemperatur blockiert. Die Leberschnitte wurden mit dem 

IE1-spezifischen Antikörper Croma 101 (1:200 verdünnt in 1% (v/v) BSA-TBS) in einer 

Feuchtekammer über Nacht bei 4°C inkubiert. Am nächsten Tag wurden die nichtgebundenen 

Antikörper durch zweimaliges Waschen mit TBS (je 1min) entfernt. Im Anschluss wurden die 

Objektträger mit dem alkalischen-Phosphatase gekoppelten Sekundärantikörper (α-Maus; 1:300 

verdünnt in 1% (v/v) BSA-TBS) für 25min bei Raumtemperatur in einer Feuchtekammer 

inkubiert. Nach zweimaligem Waschen mit TBS (je 1min) erfolgte eine 30-minütige Inkubation 

mit dem nach Angaben des Herstellers angesetzten Avidin-Biotin-Komplex (ABC). Nach 

dreimaligem Wachen mit TBS (je 10min) wurde die Färbelösung mit dem Substrat hinzugegen 

(Fuchsin Substrat System KIT) und für ca. 20min bei Raumtemperatur inkubiert. Die 

Leberschnitte wurden kurz mit Leitungswasser gewaschen und zum Anfärben der Zellkerne 

nicht-infizierter Zellen für 3-5sek mit Hämatoxylin (1:3 verdünnt in aqua. dest. Wasser) inkubiert. 

Die Schnitte wurden getrocknet und zur dauerhaften Konservierung in das synthetische 

Einschlussmittel Neomount eingebettet. Mit Hilfe des Durchlichtmikroskops konnte die Zahl der 

IE1 positiven Zellen/10mm2 der Schnitte bestimmt werden. Für weitere Details siehe (Podlech 

et al. 2002). 
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3.5.4. Nachweis von CD8 Treg 

Die Lokalisation der CD8 Treg erfolgte durch Serienschnitte mit je einer Doppelfärbung von 

α-Maus CD8 + α-mCMV-IE1 (Croma 101), α-Maus PD-1 + α-mCMV-IE1 (Croma 101) und 

α-Maus CD122 + α-mCMV-IE1 (Croma 101). Die Schnitte wurden unter einem 

Durchlichtmikroskop analysiert. Die Stellen, an denen sich im Gewebe alle drei Antikörper (CD8, 

CD122 und PD-1) überlappen, wurden als CD8 Treg definiert.  

Material:  

- Isopropanol  

- Schüttler 

- Neoclear 

- VE-Wasser 

- Demaskierungslösung (s. 2.5.4) 

- Zentrifugenröhrchen (50ml) 

- Endogene Peroxidase Blockierung (s. 2.5.4) 

- Feuchtekammer 

- Neomount 

- Trypsin-Lösung (s. 2.5.4) 

- 1% BSA-TBS (w/v) (s. 2.5.4) 

- Antikörper und Seren für die Histologie (s. 2.8.3) 

 

Durchführung: 

Die Leberschnitte wurden deparafiniert und rehydriert (s. 3.5.2.) Zur Permeabilisierung der 

Gewebeschnitte wurden diese in einer Trypsin-Lösung für 18min bei 37°C inkubiert und 

anschließend mit VE-Wasser gewaschen. Die Schnitte wurden in einem 50ml Röhrchen mit 

10mM Tri-Natrium-Citrat-Dihydrat-Puffer demaskiert und für 45min abgekühlt. Für die Inhibition 

der endogenen Peroxidasen wurde die Schnitte anschließend für 30min bei Raumtemperatur in 

Methanol-H2O2 inkubiert. Nach zweimaligem Waschen (je 1min) in TBS wurden mit Hilfe des 

Avidin/Biotin Kit alle Biotin-Rezeptoren sowie Avidin-Bindungsstellen blockiert, welche nicht 

spezifisch an Gewebe oder Proteine binden (je 20min bei Raumtemperatur). Anschließend 

wurden die Schnitte gründlich mit TBS gewaschen und unspezifische Antikörper-

Bindungsstellen durch Präinkubation von 20min bei Raumtemperatur, mit 1:10 verdünntem 

Ziege-Normalserum blockiert. Im nächsten Schritt wurden die Serienschnitte jeweils mit den 

Primärantikörpern in einer Feuchtekammer ü.N. bei 4°C inkubiert (s. Tab. 5). Am nächsten Tag 

wurden die nichtgebundenen Antikörper durch zweimaliges Waschen mit TBS (je 1min) entfernt. 

Im Anschluss wurden die einzelnen Serienschnitte mit den Sekundärantikörpern für 25min bei 

Raumtemperatur in einer Feuchtekammer inkubiert (s. Tab. 5). Nach zweimaligem Waschen mit 

TBS (je 1min) erfolgte eine 30-minütige Inkubation mit dem nach Angaben des Herstellers 
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angesetzten ABC. Nach dreimaligem Wachen mit TBS (je 10min) wurde die Färbelösung mit 

dem Substrat hinzugegen und die Substratreaktion nach ca. 20min bei Raumtemperatur 

gestoppt (s. Tab. 5). Zum Anfärben der Zellkerne der nicht-infizierten Zellen wurden die Schnitte 

für 3-5sek mit Hämatoxylin inkubiert. Die Schnitte wurden getrocknet und zur dauerhaften 

Konservierung in das synthetische Neomount eingebettet. 

 

Tab. 5: Antikörper Färbungen der Serienschnitte zum Nachweis der CD8 Treg. 

Serienschnitt Primärantikörper Verdünnung Sekundärantikörper Verdünnung Färbung 

1 
Croma 101 1:200 α-Maus AP 1:300 Rot 

α-Maus CD8 1:100 α-Ratte Biotin 1:100 Schwarz 

2 
Croma 101 1:200 α-Maus AP 1:300 Rot 

α-Maus PD-1 1:100 α-Ziege Biotin 1:100 Grün 

3 
Croma 101 1:200 α-Maus AP 1:300 Rot 

α-Maus CD122 1:50 α-Kaninchen Biotin 1:500 Braun 

3.6. Tierversuche  

3.6.1. Immunsuppression 

Wie auch beim Menschen mit der Infektion des hCMV, ist eine Immunsuppression die 

Voraussetzung für die mCMV-Reaktivierung aus der Latenz (Gardner et al. 1974, Jordan et al. 

1977) und für die Infektion der Lunge (Brody & Craighead 1974). Deshalb wurden 

immunsupprimierte Mäuse mit mCMV infiziert, um die Pathogenese der mCMV-Infektion in 

Abwesenheit der Immunkontrolle des Wirtes besser zu verstehen. Es wurden C57BL/6 Mäuse 

mit 7.5Gy, einer subletalen γ-Bestrahlung, in einer Kleintierbestrahlungsanlage bestrahlt (Typ 

OB 58-BA; Cäsium-Quelle: Cs137). Die Dosis wurde monatlich mit Hilfe des Zerfallsgesetzes neu 

berechnet: Halbwertszeit (T1/2=30a); Aktivität zum Zeitpunkt T0 (A0=0,708Gy/min). 

3.6.2. Intraperitoneale Infektion 

Für die intraperitoneale Infektion (i.p.) wurde eine Virus-Konzentration des mCMV-WT.Smith 

Virus (s. 2.10) von 2x105 PFU / 250µl / Maus verwendet. Für die Injektion wurde die Maus stark 

fixiert (Trendelenburg Position) damit die inneren Organe nach dorsal rutschen und somit eine 

Punktion innerer Organe z.B. Blase oder Zäkum vermieden ist. Die Injektion sollte sich im 

kaudalen Drittel nahe der Medianen (rechte Seite) befinden.  
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3.6.3. Intraplantare Infektion  

Für die intraplantare Infektion (i.f.) wurde eine Virus-Konzentration des mCMV-Δ157 (s. 2.10) 

von 2x105 PFU / 50µl / Maus verwendet. Für die Injektion wurde die Maus mit Hilfe eines 

restrainer fixiert, und die Viruslösung in die rechte Hinterpfote injiziert. Circa 6-7 Tage nach einer 

Infektion ist bei immunsupprimierten Mäusen – jedoch nicht bei immunkompetenten Mäusen – 

eine Hämorrhagie am Injektionsort zu beobachten. Mit der i.f. Infektion, gelangt die Viruslösung 

durch den Lymphabfluss direkt zu den Lymphknoten, daher kommt es auch zu lokalen 

Lymphknotenschwellungen (van den Broeck et al. 2006). 

3.6.4. Intravenöser Zelltransfer 

Für den intravenösen Transfer (i.v.) wurden die Treg und CD8 T-Zellen (s. Tab. 6) den Mäusen 

in einem Gesamtvolumen von 300-600µl injiziert. Dafür wurden die Mäuse mit Hilfe eines 

restrainer fixiert und die jeweiligen Zellen in eine der beiden lateralen Schwanzvenen injiziert. 

Um die Schwanzvenen besser zugänglich zu machen, wurden die Mäuse vor der Injektion unter 

einer Infrarotlampe für mindestens 5min gesetzt. Durch den i.v. Transfer gelangen die Zellen 

direkt in die Blutgefäße und von dort in alle Organe.  

3.6.5. Adoptiver Transfer  

Der adoptive Transfer (AT) ist ein Verfahren, mit dem die Wirkung der CD4 und CD8 Treg auf 

die Immunkontrolle nach einer mCMV-Infektion in vivo getestet werden kann. Um die potenzielle 

suppressive Wirkung der CD4 und CD8 Treg auf die CD8 T-Zell vermittelte mCMV-spezifische 

Immunantwort zu testen, wurden CD8 T-Zellen aus mCMV-infizierten AT-Donoren (C57BL/6), 

in immunsupprimierte AT-Rezipienten (C57BL/6) transferiert und gleichzeitig aus Treg Donoren 

(DEREG-C57BL/6 oder C57BL/6) die CD4 oder CD8 Treg in dieselben AT-Rezipienten 

transferiert (s. Abb. 11). C57BL/6 Mäuse exprimieren den aktivierenden NK-Rezeptor Ly49H, 

welcher mit dem m157-Liganden auf der Oberfläche infzierter Zellen interagiert. Um zu 

verhindern, dass die NK Zellen das mCMV kontrollieren, wurden die Mäuse mit der Mutante 

mCMV-m157 infziert um die Stimulation des Ly49H Rezeptors zu verhindern. Dadurch wird die 

mCMV Immunkontrolle primär von den CD8 T-Zellen und nicht von den NK Zellen beeinflusst 

(Reddehase et al. 1985, Krmpotic et al. 2003). 
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Abb. 11: Prinzip des ATs. Eine Woche nach mCMV Infektion der C57BL/6 AT-Donoren, wurden die CD8 T-Zellen 
isoliert und in AT-Rezipienten (mit 7.5Gy bestrahlt und mit 2x105 PFU mCMV infiziert) transferiert. Gleichzeitig 
wurden die Treg aus mCMV-infizierten DEREG-C57BL/6 oder C57BL/6 Donoren isoliert und den AT-Rezipienten 
zusammen mit den CD8 T-Zellen ko-transferiert. 

Material: 

- MACS Puffer: (s. 2.5.2) 

- MagniSort Puffer (s. 2.5.2) 

- FACS Puffer (s. 2.5.2) 

- DPBS 

- Steriles Sezierbesteck 

- Zentrifugenröhrchen (4ml, 15ml, 50ml) 

- Zell-Nylonsiebe (100µm, 40µm) 

- Einmalspritze (2ml) 

- Petrischale (6cm) 

- Kleintierbestrahlungsanlage 

- Virus (mCMV.WT-Smith; mCMV-m157) (s. 2.10) 

- MagniSort Magneten 

- MagniSort CD4 bzw. CD8 T cell enrichment kit  

- MACS Separationssäulen (LS Colums) 

- CD8a (Ly-2) Microbeads 

 

Durchführung: 

1. Tag -7:  

Die Treg- und CD8 T-Zell Donoren wurden mit 2x105 PFU mCMV.WT-Smith i.p. infiziert 

(s. 3.6.2).  

2. Tag -1:  

Die AT Rezipienten wurden 6 Tage nach der Infektion mit 7,5Gy bestrahlt (s. 3.6.1), 

sodass eine Immunsuppression gewährleistet ist.  

3. Tag 0:  

7 Tage nach Infektion der Donoren fand der AT statt. Dazu wurden die Treg- und CD8 

T-Zell Donoren mittels zervikaler Dislokation getötet, die Milzen entnommen und jeweils 
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im Pool präpariert (3.3.1.1). Anschließend wurde aus dem Gesamtmilzpool der Treg 

Donoren, die CD4 und/oder CD8 T-Zellen mittels negativ-Selektion MagniSort isoliert 

(s. 3.3.3) und die Zellzahl für eine darauffolgende zytofluorometrische Zellsortierung der 

CD4 Treg (CD4+CD25+GFP+) oder CD8 Treg (CD8+CD122+PD-1+CD127-) eingestellt 

(s. 3.3.4). Nach Erhalt der Treg wurden diese bei 311xg für 20min bei 4°C zentrifugiert, 

der Überstand dekantiert und die Pellets jeweils mit DPBS resuspendiert. Die Zellzahlen 

wurden anschließend ermittelt und eingestellt (s. Tab. 6). Aus dem Gesamtmilzzellpool 

der CD8 T-Zell Donoren, wurden die CD8 T-Zellen mittels positiv-Selektion MACS isoliert 

(s. 3.3.2.1) und die Zellzahl stets auf 1x105 / 300µl / Maus eingestellt (s. Tab. 6), da bei 

dieser Zellzahl die CD8 T-Zellen vor einer mCMV Infektion schützen.  

Anschließend wurde den Rezipienten Mäusen die CD8 T-Zellen und/oder CD4 oder CD8 

Treg i.v. transferiert (s. 3.6.4) und mit dem Virus mCMV-m157 i.f. infiziert (s. 3.6.3). 

Dabei  erhielten mindesten 5 der Rezipienten Mäuse keinen Zelltransfer und dienten als 

Kontrollmäuse. 10-12 Tage nach dem Transfer, wenn die immunsupprimierten AT 

Rezipienten welche keine schützenden CD8 T-Zellen erhalten haben, der 

mCMV-Infektion erlagen, wurden Milz, Lunge und Leber isoliert und in Kryogefäße mit 

1ml DMEM + 10% FCS (v/v) bei -80°C eingefroren. Anschließend wurde die 

Virustiterbestimmung in den Organhomogenaten (s. 3.2.2.2) mittels Plaque-Assay 

bestimmt. Zusätzlich dazu wurde der Nachweis einer mCMV-Infektion in der Leber 

immunhistologisch nachgeweisen (s. 3.5.3), dabei wurden die Leberstückchen nach der 

Entnahme mittels 37%iges Formalin (v/v) fixiert. 
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Tab. 6: Gruppen des Zelltransfers eines ATs. Alle Rezipienten Mäuse wurden mit mCMV-m157 mit 2x105 
PFU 50µl / Maus i.f. infiziert. Die CD8 T-Zellen, sowie die CD4 oder CD8 Treg wurden in einem Volumen von 
je 300µl / Maus i.v. transferiert. Bei einem Ko-Transfer von CD8 T-Zellen und Treg, wurden die Zellen vor 
Transfer im Volumen-Verhältnis 1:1 gemischt und 600µl / Maus i.v. transferiert. Die Zellzahl der CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter Donoren betrug stets 1x105 / Maus. Die Zellzahl der Treg varriierte zwischen 1x104 – 1x106.  

mCMV-∆m157 2x105 
pfu pro Maus i.pl. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoren pro Maus 

CD4 oder CD8 Treg 
pro Maus 

Zelltransfer pro 
Maus [µl] i.v. 

+ - - - 

+ 1x105 - 300 

+ - 1x104 300 

+ - 5x104 300 

+ - 1x105 300 

+ - 1,5x105 300 

+ - 5x105 300 

+ - 9x105 300 

+ 1x105 1x104 600 

+ 1x105 5x104 600 

+ 1x105 1x105 600 

+ 1x105 1,5x105 600 

+ 1x105 5x105 600 

+ 1x105 9x105 600 

 



Ergebnisse 

74 
 

4. ERGEBNISSE 

CMV ist von hoher medizinscher Relevanz durch seine hohe Pathogenese in 

immungeschwächten und neugeborenen Personen. Besonders hoch ist das Risiko einer 

CMV-Infektion bei Patienten mit AIDS, Organtransplantationen oder Empfängern von allogenen 

HSCT (Ahmed 2011). Obwohl mittlerweile Therapien zur Behandlung von CMV-Erkrankungen 

eingesetzt werden, ist die Behandlung mit einer schlechten oralen Bioverfügbarkeit, der 

Entwicklung einer antiviralen Arzneimittelresistenz, sowie einer antiviralen Arzneimittel 

verbundenen Zytotoxizitäten assoziiert (Ahmed 2011). Daher besteht nach wie vor ein 

dringender Bedarf an der Entwicklung von Präparaten zur Behandlung von CMV, um die 

Morbidität zu reduzieren und die Infektion einzudämmen (Ahmed 2011, Lindenberg et al. 2014). 

In den letzten Jahren rückte eine weitere Komponente des Immunsystems, die an der 

Immunkontrolle von CMV-Infektionen beteiligt ist, in den Fokus der experimentellen und 

klinischen Forschung. Treg beeinträchtigten nachweislich die Immunität gegen 

CMV-Infektionen, wobei CD4 Treg (CD4+CD25+Foxp3+) im Mittelpunkt des Interesses steht 

(Mayer et al. 2012, Lindenberg et al. 2014, Mayer & Sparwasser 2014, Almanan et al. 2017, Lim 

et al. 2020). Noch weniger ist über die Bedeutung einer weiteren Population von suppressiven 

T-Zellen bekannt, den CD8 Treg (Pomié et al. 2008, Avivi et al. 2013, Li et al. 2014b). Studien 

besagen, dass die angeborene und adaptive Immunität durch CD4 Treg moduliert werden kann, 

während die Bedeutung und der Phänotyp von CD8 Treg immer noch umstritten ist (Aandahl et 

al. 2004, Sakaguchi et al. 2007, Schwele et al. 2012). Es ist anerkannt, dass CD8 Treg eine 

Subpopulation von CD8+CD122+ T-Zellen sind (Rifa'i et al. 2004, Endharti et al. 2005, Lee et al. 

2008, Dai et al. 2010). Weitere Marker, die CD8 Treg charakterisieren, scheinen vom 

Modellsystem sowie von experimentellen Bedingungen abhängig zu sein, wobei PD-1 im 

Mittelpunkt der Diskussionen steht (Dai et al. 2010, Elizondo et al. 2019, Mishra et al. 2021, Tan 

et al. 2021). Generell liegen nur wenige Daten vor, ob und inwieweit Treg, insbesondere CD8 

Treg, die CD8 T-Zellen nach einer mCMV-Infektion in vitro und in vivo supprimieren. 

Schwerpunkt dieser Arbeit war es das suppressive Potential der Treg, allen voran CD8 Treg, 

auf die Effektor T-Zellen in vitro und in vivo zu ermitteln, um immuntherapeutische Strategien 

zur Behandlung von CMV-infizierten Patienten entwickeln zu können. Des Weiteren sollten im 

Rahmen dieser Arbeit die suppressiven Mechanismen der Treg untersucht, sowie die Marker 

der CD8 Treg weiter charakterisiert und deren Einfluss auf Effektor T-Zellen untersucht werden.   
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4.1. Prozentuale Verteilung der Treg  

Im ersten Teil der vorliegenden Arbeit sollte die prozentuale Verteilung von CD4 und CD8 Treg 

in mCMV-infizierten und naiven Mäusen analysiert werden. Dazu wurden die Treg aus jeweils 

akut infizierten (1 Woche p.i.) und naiven DEREG-C57BL/6 Mäusen aus verschiedenen 

Organen isoliert (s. 3.3.1), mit Antikörpern (CD4 Treg: CD4+CD25+GFP+; CD8 Treg: 

CD8+CD122+PD-1+) markiert (s. 2.8.1 und 3.4) und durchflusszytometrisch als 

Einzeltiermessungen analysiert. Eine repräsentative Gating-Strategie der CD4 und CD8 Treg 

aus mCMV-infizierten Mäusen ist im Anhang (s. Abb. A1) dargestellt. Zur Ermittlung der 

prozentualen Verteilung der Treg wurde je ein Prism-Plot, mit Hilfe des Software-Programms 

CXP des verwendeten Durchflusszytometers erstellt (s. Anhang Abb. A2) und die Ergebnisse 

als Punktdiagramme dargestellt (s. Abb. 12). Es wurde dabei zwischen dem prozentualen Anteil 

der CD4 Treg innerhalb der CD4 T-Zellen, bzw. der CD8 Treg innerhalb der CD8 T-Zellen 

(s. Abb. 12A) und dem prozentualen Anteil der beiden Treg Populationen unter den 

Lymphozyten unterschieden. (s. Abb. 12B)  

Es konnte festgestellt werden, dass der prozentuale Anteil der CD4 Treg sowohl innerhalb der 

CD4 T-Zellen (s. Abb. 12A) als auch innerhalb der Lymphozyten (s. Abb. 12B) aus der Milz, 

Lunge und Blut von mCMV beeinflusst wurde. Der prozentuale Anteil an CD4 Treg sank nach 

einer mCMV-Infektion. Im Thymus waren weder CD4 Treg noch CD8 Treg aus infizierten und 

nicht-infizierten Mäusen nachweisbar. Hingegen expandierte der prozentuale Anteil an CD8 

Treg aus mCMV-infizierten Mäusen innerhalb der CD8 T-Zellen (s. Abb. 12A) im Vergleich zu 

naiven Mäusen, um das 9-fache in der Milz, [Mittelwert: +mCMV: 37%; -mCMV: 4%] um das 3-

fache im Blut [Mittelwert: +mCMV: 48%; -mCMV: 15%] und um das 1,5-fache in der Lunge 

[Mittelwert: +mCMV: 10%; -mCMV: 7%]. Innerhalb der Lymphozyten (s. Abb. 12B) stieg der 

prozentuale Anteil an CD8 Treg infizierter Mäuse fast um das 16-fache in der Milz, [Mittelwert: 

+mCMV: 8%; -mCMV: 0,5%] um das 5,5-fache in der Lunge [Mittelwert: +mCMV: 5,5%; -mCMV: 

1%] und um 30-fache im Blut [Mittelwert: +mCMV: 12%; -mCMV: 0,4%] im Vergleich zu dem 

prozentualen Anteil an CD8 Treg aus naiven Mäusen. 
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Abb. 12: Prozentuale Verteilung der Treg. Es wurden aus je 5 DEREG-C57BL/6 Mäusen nach einer mCMV-
Infektion (1 Woche p.i.) und aus 5 naiven Mäusen die CD4 und CD8 Treg aus der Milz, Lunge, Thymus und dem 
Blut isoliert. Die CD4 und CD8 T-Zellen wurden mittels negativ-Selektion MagniSort angereichert, mit Antikörper 
markiert [CD4+CD25+Foxp3+; CD8+CD122+PD-1+] und durchflusszytometrisch analysiert. Die Prozentuale 
Verteilung der Treg wurde als Punktdiagramm dargestellt, dabei stellt jeder Punkt eine Maus dar: schwarz [-mCMV] 
rot [+mCMV]. Der Median ist als horizontaler Balken dargestellt. Es wurde unterschieden zwischen den 
prozentualen Anteil an Treg innerhalb der CD4 bzw. CD8 T-Zellen (A) und der Lymphozyten (B). 

 

Schlussfolgerung: 

Eine mCMV-Infektion immunkompetenter Mäuse induziert die Expansion von CD8 Treg und 

nicht von CD4 Treg. 
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4.2. Suppressives Potential von Treg nach einer mCMV-Infektion 

Die bisherigen Daten haben gezeigt, dass sich die prozentuale Verteilung zwischen CD4 und 

CD8 Treg nach einer mCMV-Infektion unterscheidet. Zahlreiche Studien besagen, dass CD4 

Treg nach einer mCMV-Infektion ein suppressives Potential aufweisen (Aandahl et al. 2004, Li 

et al. 2010, Schwele et al. 2012, Sungur et al. 2013). Im Gegensatz dazu, gibt es über den 

suppressiven Effekt der CD8 Treg bislang wenige Studien. Aus diesem Grund wurde in der 

vorliegen Arbeit das suppressive Potential von CD4 und CD8 Treg nach einer mCMV-Infektion 

analysiert.  

Dazu wurde ein Suppression-Assay etabliert (s. 3.3.4). Retrospektive Analysen haben gezeigt, 

dass in folgenden Experimenten anstelle von CD8 Treg (CD8+CD3+CD122+PD1+CD127-) eine 

Population mit folgendem Phänotyp getestet wurden: CD8+CD3+CD122+PD1+/-CD127-     

(s. Tab. 7). Aufgrund dessen, wurde in der vorliegenden Arbeit der Phänotyp 

CD8+CD3+CD122+PD1+CD127- als CD8 Treg Sub I und CD8+CD3+CD122+PD1+/-CD127+ als 

CD8 Treg Sub I+IV bezeichnet.  

Tab. 7: CD8 Treg Phänotypen in den Suppression-Assays. 

Experiment (Versuchscode) 
Phänotyp  

CD8 Treg Sub I+IV 
Phänotyp  

CD8 Treg Sub I 

Experiment 1 (SH-5) X  

Experiment 2 (SH-2) X  

Experiment 3 (SH-4) X  

Experiment 4 (SH-6) X  

Experiment 5 (SH-7) X  

Experiment 6 (SH-8) X  

Experiment 7 (SH-9)  X 

 

Um das suppressive Potential der Treg nach einer mCMV-Infektion zu testen, wurden die CD4 

Tresp (CD4+CD25-) und CD8 Tresp (CD8+CD122-) aus einen Gesamtpool von 6 Milzen aus akut 

infizierten C57BL/6-Thy1.1 Mäusen immunomagnetisch isoliert und mit CFSE markiert. Die 

Tresp wurden mit αCD3ε markierten DC polyklonal stimuliert. Die Treg (CD4 Treg: 

GFP+CD4+CD25+; CD8 Treg Sub I+IV: CD8+CD3+CD122+PD1+/-CD127-) wurden aus einem 

Gesamtpool von 5 Milzen aus akut infizierten DEREG-C57BL/6 Mäusen durch eine Kombination 

aus immunomagnetische und zytofluorometrischer Zellsortiertung isoliert und mit den Tresp und 

DC für 4-5 Tage kokultiviert. Die Treg wurden dabei in verschiedenen Konzentrationen als 

Triplikate zu den stetig konstanten Tresp dazugegeben [getestete Tresp:Treg-Verhältnisse; 1:1; 
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1:0,5; 1:0,2; 1:0,1] (s. Tab. 2). Danach wurde die Proliferation der Tresp durchflusszytometrisch 

analysiert. Eine repräsentative durchflusszytometrische Auswertung der CD8 Treg Sub I+IV 

(s. Abb. A3) und CD4 Treg (s. Abb. A4) ist im Anhang. Durch diese Messung konnte die 

Unterdrückung der Tresp Proliferation durch die Zugabe von Treg analysiert werden                        

(s. Abb. 13). Die Ergebnisse wurden sowohl mit Autoskalierung (s. Abb. 13A), als auch mit 

normierter Skalierung (s. Abb. 13B) dargestellt. 

Wie erwartet, war bei Fehlen des α-CD3ε Antikörpers in der Negativkontrolle, sowohl unter den 

CD4 als auch unter den CD8 Tresp, keine Proliferation zu erkennen (s. Abb. 13A; Abb. 13B). 

Hingegen kam es durch die Zugabe des α-CD3ε Antikörpers in der Positivkontrolle jeweils zur 

Proliferation der Tresp Zellen (Abnahme der CFSE Intensität führt zu einem nach links 

verschobenem Peak in einem FACS Histogramm). Im Vergleich zur Negativ- und 

Positivkontrolle, ging aus den CD4 Tresp zu CD4 Treg Titrationen (s. Abb. 13A) hervor, dass 

die CD4 Treg suppressiv auf die CD4 Tresp wirkten; am stärksten bei einer 1:1 Konzentration 

[CD4 Tresp:CD4 Treg] (ähnliche Peak-Verteilung wie bei der Negativkontrolle). Dieser 

suppressive Effekt nahm durch geringere CD4 Treg Konzentrationen ab. Unter den CD8 Tresp 

zu CD4 Treg Titrationen konnte ein weniger starkes suppressives Potential der CD4 Treg, im 

Vergleich zu den CD4 Tresp, festgestellt werden. 

Aus den Titrationen der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV (s. Abb. 13A), konnte beobachtet 

werden, dass auch die CD8 Treg Sub I+IV suppressiv auf die CD4 Tresp wirkten. Das 

suppressive Potential der CD8 Treg Sub I+IV nahm, wie auch unter den CD4 Treg, mit 

geringerer Konzentration an Treg ab. Ähnlich wie bei den CD4 Treg, ist der suppressive Effekt 

auf die CD8 Tresp nach Zugabe der CD8 Treg Sub I+IV geringer als auf die CD4 Tresp.  

Um den suppressiven Effekt der Treg auf die jeweiligen Tresp besser vergleichen zu können, 

wurde eine normierte Skalierung erstellt (s. Abb. 13B). Das suppressive Potential der Treg auf 

die Tresp wurde verdeutlicht durch die Zunahme an Gesamtzellen bei verringerter Treg 

Konzentrationen. Als Beispiel: Bei einer 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg] wurden etwa 9000 

Zellen gemessen, während bei einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg] ca. 30.000 Zellen 

erfasst wurden.  Die Zellzahl stieg also um das 3-fache durch die Zugabe von nur ein Zehntel 

an CD4 Treg an. Dieselbe Beobachtung war auch unter den CD8 Treg Sub I+IV zu erkennen. 

Als Beispiel: Bei einer 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV] mit etwa 6000 Zellen und 

bei einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV] mit ca.15.000 Zellen. Auch hier konnte 

ein Anstieg um das 2-fache beobachtet werden, wenn die Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV um 

den Faktor 10 geringer war. Unter den CD8 Tresp ist nach Zugabe der CD4 Treg ebenfalls ein 

Anstieg, um den Faktor 2 zu erkennen: 1:1 Titration [CD8 Tresp:CD4 Treg] ca. 4000 Zellen und 
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bei einer 1:0,1 Titration ca. 8000 Zellen. Die Zellzahl der CD8 Tresp nach Zugabe der CD8 Treg 

Sub I+IV stieg um das 1,5 fache an: 1:1 Titration [CD8 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV] ca. 6000 Zellen 

und nach einer 1:0,1 Titration ca. 7600 Zellen.  

 

 
Abb. 13: Suppression-Assay nach mCMV-Infektion. Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün 
und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 
5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch analysiert.  Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und eine 
Positivkontrolle [Tresp + DC + α-CD3ε] mitgeführt. Die Treg wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen 
hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. In (A) Sind die Ergebnisse mittels Autoskalierung, in (B) mittels normierter 
Skalierung dargestellt (Skalierungseinstellung wurde in hellblau unterhalb der Abbildung geschrieben). Die Zahlen 
in den Graphiken zeigen die jeweils gemessenen Gesamtzellzahlen aus den Kulturen. Wirken die Treg suppressiv 
auf die Tresp so wurde dies mit einem „+“ und einem „+/-ˮ für weniger suppressiv vermerkt. Die Graphiken 
beinhalten die zusätzliche Information des prozentualen Anteiles von PD-1+ bzw. PD-1- unter den CD8 Treg Sub 
I+IV.  
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Schlussfolgerung: 

CD8 Treg Sub I+IV aus mCMV-infizierten Mäusen wirken mindestens so suppressiv auf CD4 

und CD8 Tresp wie CD4 Treg. 

4.3. Suppressives Potential von Treg ohne mCMV-Infektion 

Die bisherigen Daten haben gezeigt, dass in einem Suppression-Assay nach einer 

mCMV-Infektion CD4 und CD8 Treg Sub I+IV suppressiv auf Tresp wirken, wobei der 

suppressive Effekt stärker auf den CD4 Tresp zu erkennen war. Es stellt sich die Frage, ob die 

Funktion der Treg durch eine mCMV-Infektion beeinflusst wird und somit auch ohne 

mCMV-Infektion ein suppressives Potential der Treg nachzuweisen wäre. Um diese Frage 

beantworten zu können, wurde in der vorliegenden Arbeit derselbe Suppression-Assay wie in 

Kapitel 4.2. durchgeführt, mit der Ausnahme, dass Tresp sowie Treg aus den Milzen naiver 

C57BL/6-Thy1.1 bzw. DEREG-C57BL/6 Mäuse isoliert wurden. Die Ergebnisse wurden für die 

CD4 und CD8 Treg separat dargestellt (s. Abb. 14, CD4 Treg; s. Abb. 15, CD8 Treg). Eine 

repräsentative Gating-Strategie dieser Experimente befindet sich im Anhang (s. Abb. A5-A12). 

Die Unterdrückung der Tresp Proliferation durch CD4 Treg wurde in drei unabhängigen 

Experimenten dargestellt (Experiment 2-4; s. Abb. 14), die Suppression durch CD8 Treg Sub 

I+IV in insgesamt fünf Experimenten (Experiment 2-6, s. Abb. 15) Die Ergebnisse wurden 

sowohl mit Autoskalierung (Abb. 14A; Abb. 15A) als auch mit normierter Skalierung (Abb. 14B; 

Abb. 15B) dargestellt. 

Durch die Autoskalierung der CD4 Treg (Abb. 14A) war zu erkennen, dass in allen drei 

Experimenten CD4 Treg die CD4 Tresp unterdrückten, da bei einer 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD4 

Treg], die Zellen kaum proliferierten, wohingegen bei einer abnehmenden Konzentration von 

CD4 Treg eine Proliferation der Zellen zu erkennen war. Es konnte zudem festgestellt werden, 

dass CD4 Treg ebenfalls auf die CD8 Tresp suppressiv wirkten. Durch die normierte Skalierung 

(s. Abb. 14B) wurde der suppressive Effekt von CD4 Treg noch deutlicher sichtbar. Es konnte 

bei den drei Experimenten festgestellt werden, dass unter den CD4 Tresp einer 1:1 

Konzentration [CD4 Tresp:CD4 Treg] eine Zellzahl zwischen ca. 5.000 – 12.000 erfasst wurde, 

während diese bei einer 1:0,1 Konzentration auf einer Zellzahl von ca. 94.000 expandierte. 

Daraus lässt sich folgern, dass die CD4 Treg die CD4 Tresp unterdrückten. Unter den CD8 

Tresp sind die Zellzahlen der drei Experimente bei einer 1:1 Konzentration 

[CD8 Tresp:CD4 Treg] zwar unterschiedlich, jedoch expandierten die Zellzahlen nach Abnahme 

der CD4 Treg um teilweise das 10-fache (Experiment 4).   
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Abb. 14: Testen des suppressiven Potentials der CD4 Treg aus naiven Mäusen. Aus naiven DEREG-C57BL/6 
Mäusen, wurden CD4 Treg aus einem Pool von Milzzellen isoliert. Dabei wurden CD4 T-Zellen durch 
immunomagenetische negativ-Selektion MagniSort angereichert, gefolgt von einer zytofluorometrischen 
Zellsortierung von CD4+CD25+GFP+ (CD4 Treg). Die Unterdrückung der Tresp Proliferation wurde in einem 
Suppression-Assay analysiert. Dabei wurden die CD4 Tresp (CD4+CD25-; grün) und CD8 Tresp (CD8+CD122-; 
blau) aus naiven C57BL/6-Thy1.1. Mäusen angereichert, mit CFSE markiert und mit α-CD3ε beladenen DC 
polyklonal stimuliert. Nach 4-5 Tagen Kokultivierung wurde die Proliferation von Tresp zytofluorometrisch durch das 
Gating auf CD90.1 und CFSE analysiert. Je eine Messung stellt einen Pool aus Quadruplikate dar. Dargestellt sind 
eine Negativ- [DC + Tresp] und eine Positivkontrolle [DC+ α-CD3ε + Tresp]. Die Treg wurden zu den Tresp in 
verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. In (A) sind die Ergebnisse mittels 
Autoskalierung, in (B) mittels normierter Skalierung dargestellt (Skalierungseinstellung wurde in hellblau unterhalb 
der Abbildung geschrieben). Die Zahlen in den Graphiken zeigen die jeweils erfassten Gesamtzellzahlen aus den 
Kulturen an. Wirken die Treg suppressiv auf die Tresp so wurde dies mit einem „+“ und einem „+/-ˮ für weniger 
suppressiv vermerkt. 
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Schlussfolgerung: 

CD4 Treg aus naiven Mäusen wirken suppressiv auf die Proliferation von CD4 und CD8 Tresp. 

Im Vergleich dazu, konnten CD4 Treg aus mCMV-infizierten Mäusen die CD8 Tresp weniger 

stark supprimieren als CD4 Treg aus naiven Mäusen. Eine mCMV-Infektion beeinflusst die 

Funktion der CD4 Treg in vitro.  

 

In Abb. 15 sind fünf verschiedene Experimente gezeigt, in denen das suppressive Potential der 

CD8 Treg Sub I+IV auf CD4 und CD8 Tresp untersucht wurde. Aufgrund der geringen Ausbeute 

von CD8 Treg Sub I+IV konnten teilweise nicht alle Titrationsstufen getestet werden und diese 

auch nur in Duplikaten oder Triplikaten durchgeführt werden. In den ersten drei Experimenten 

(2, 4, 6) (s. Abb. 15A) war zu beobachten, dass aufgrund der zu geringen Konzentration an CD8 

Treg Sub I+IV zu sowohl CD4 als auch CD8 Tresp kein suppressiver Effekt festgestellt werden 

konnte, da die Proliferation der Tresp nicht unterdrückt werden konnte. Erst in den letzten beiden 

Versuchen (Experiment 5, 6), reichte die Zellzahl an CD8 Treg Sub I+IV aus um eine 1:1 Titration 

[CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV] testen zu können. Es konnte beobachtet werden, dass nur bei 

einer 1:1 Titration die CD8 Treg Sub I+IV auf die CD4 Tresp suppressiv wirkten, indem die 

Proliferation von CD4 Tresp – jedoch nicht von CD8 Tresp – unterdrückt werden konnte. Durch 

eine abnehmende Konzentration von CD8 Treg Sub I+IV konnte wieder eine Proliferation der 

CD4 Tresp erkannt werden. Durch die normierte Skalierung (s. Abb. 15B) war in Experiment 5 

zu erkennen, dass auch die Gesamtzellzahl der CD4 Tresp nach Verminderung der CD8 Treg 

Sub I+IV Konzentrationen um das 1,5-fache anstieg: 1:1 Titration [CD4 Tresp: CD8 Treg Sub 

I+IV] ca. 14.000 Zellen und bei einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV] ca. 23.000 

Zellen. Dieselbe Beobachtung konnte auch in Experiment 6 festgestellt werden: 1:1 Titration 

[CD4 Tresp: CD8 Treg Sub I+IV] mit ca. 7000 Zellen und bei einer 1:0,1 Konzentration [CD4 

Tresp:CD8 Treg Sub I+IV] mit ca. 11.000 Zellen.  

Es konnte demnach gezeigt werden, dass die CD8 Treg Sub I+IV auch ohne mCMV-Infektion 

die CD4 Tresp unterdrückten, allerdings nur bei einer 1:1 Konzentration [CD4Tresp:CD8 Treg 

Sub I+IV]. Dieser Effekt konnte nicht für die CD8 Tresp gezeigt werden. Im Gegensatz dazu, 

konnte aus den Daten des Suppression-Assays aus mCMV-infizierten Mäusen beobachtet 

werden, dass CD8 Treg Sub I+IV sowohl auf CD4 Tresp als auch CD8 Tresp suppressiv wirkten 

(s. Abb. 13).  
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Abb. 15: Testen des suppressiven Potentials der CD8 Treg Sub I+IV aus naiven Mäusen. Aus naiven 
DEREG-C57BL/6 Mäusen, wurden CD8 Treg Sub I+IV aus einem Pool von Milzzellen isoliert. Dabei wurden CD8 
T-Zellen durch immunomagenetische negativ-Selektion MagniSort angereichert, gefolgt von einer 
zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8+CD122+PD-1+/-CD127- (CD8 Treg Sub I+IV). Die Unterdrückung der 
Tresp Proliferation wurde in einem Suppression-Assay analysiert. Dabei wurden die CD4 Tresp (CD4+CD25-; grün) 
und CD8 Tresp (CD8+CD122-; blau) aus naiven C57BL/6-Thy1.1. Mäusen angereichert, mit CFSE markiert und mit 
α-CD3ε beladenen DC polyklonal stimuliert. Nach 4-5 Tagen Kokultivierung wurde die Proliferation von Tresp 
zytofluorometrisch durch das Gating auf CD90.1 und CFSE analysiert. Je eine Messung stellt einen Pool aus: 
Experiment 2: Duplikate; Experiment 3: Duplikate; Experiment 4: Duplikate; Experiment 5: Triplikate und Experiment 
6: Duplikate; dar. Dargestellt sind eine Negativ- [DC + Tresp] und eine Positivkontrolle [DC+ α-CD3ε + Tresp]. Die 
Treg wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. In (A) sind die 
Ergebnisse mittels Autoskalierung, in (B) mittels normierter Skalierung dargestellt (Skalierungseinstellung wurde in 
hellblau unterhalb der Abbildung geschrieben). Die Zahlen in den Graphiken zeigen die jeweils erfassten 
Gesamtzellzahlen aus den Kulturen. Wirken die Treg suppressiv auf die Tresp so wurde dies mit einem „+“ für 
suppressiv, einem „+/-ˮ für weniger suppressiv und einem „-ˮ für keine Suppression vermerkt. 
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Schlussfolgerung: 

CD8 Treg Sub I+IV aus naiven Mäusen supprimieren die CD4 Tresp nur bei einer 1:1 

Konzentration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV], jedoch nicht die CD8 Tresp. CD8 Treg Sub I+IV, 

aus mCMV-infizierten Mäusen können sowohl CD4 Tresp als auch CD8 Tresp supprimieren. 

Eine mCMV-Infektion beeinflusst die Funktion der CD8 Treg Sub I+IV in vitro.  

4.4. Verantwortliche Mechanismen für den suppressiven Effekt der Treg 

Die vorherigen Versuche haben gezeigt, dass das suppressive Potential der Treg durch eine 

mCMV-Infektion beeinflusst wird. Zur Untersuchung der zugrunde liegenden suppressiven 

Mechanismen wurde die Zelloberflächenexpression von Fas/FasL, CD28 und CTLA-4 der Treg 

untersucht (s. 4.4.1). Darüber hinaus wurde die Sekretion folgender anti-inflammatorischen 

Zytokine aus den Überständen der Suppression-Assays getestet: IFNγ, IL-10, IL-2, IL-34 und 

TGFβ-1 (s. 4.4.2).  

4.4.1. Fas/FasL, CD28 und CTLA-4 Expression 

Die wichtigsten Moleküle für die Steuerung der Effektorfunktionen und Differenzierung der 

T-Zellen sind CD28 und CTLA-4 (CD152). Diese Proteine binden an dieselben Liganden CD80 

(B7-1) und CD86 (B7-2) auf APCs, CTLA-4 jedoch mit einer viel höheren Affinität (Noel et al. 

1996). Zudem überträgt CD28 ein positives stimulatorisches Signal zur T-Zell Aktivierung, 

während CTLA-4 inhibitorische kostimulatorische Signale überträgt (Noel et al. 1996). Eine TCR 

Bindung ohne CD28-Ligation führt entweder zur Apoptose oder zur Anergie, während eine 

Bindung mit CD28 zur Proliferation und Differenzierung von T-Zellen führt (Noel et al. 1996, 

Aronin et al. 2014) (s. Abb. 16).   

 

Abb. 16: CD28 und CTLA-4 Interaktionen. Bindet CD28 nicht an die Liganden CD80/86 kommt es zu einer 
Apoptose oder Anergie. Im Falle einer Bindung von CD28 und CD80/86 kommt es zur Proliferation und 
Differenzierung von T-Zellen. Die Bindung von CTLA-4 an CD80/86 resultiert in einem Zellzyklusarrest und somit 
zu einer Termination der T-Zellaktivierung. Antigenpräsentierende-Zelle (APC); MHC (major histocompatibility 
complex); TCR (T-Zellrezeptor); Teff (T Effektorzelle). Diese Abbildung wurde von Aronin et al. 2014 übernommen 
und modifiziert.  
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Fas und sein Fas Ligand (FasL; CD178) sind Mitglieder der Tumornekrosefaktor (TNF) Familie. 

Die Ligation von Fas mit FasL führt zur Aktivierung einer Caspase-Kaskade, welche Apoptose 

unmittelbar initiiert und für die Aufrechterhaltung der Immunhomöostase essenziell ist (Volpe et 

al. 2016).  

Bereits in mehreren Publikationen wurde die Expression dieser Moleküle als potenzielle 

suppressive Mechanismen der Treg beschrieben (Alegre et al. 2001, Sakaguchi et al. 2009, Du 

& Cao 2018). Unter den CD4 Treg gilt CTLA-4 sogar als Hauptregulator der Treg Suppression 

(Hong & Kim 2018). Aus diesem Grund wurde in diesem Versuch die Expression von CD28, 

CTLA-4 und Fas/FasL der Treg getestet. Dabei wurden aus infizierten DEREG-C57BL/6 

Mäusen (1 Woche p.i.) die Treg immunomagnetisch isoliert, mit FACS Antikörpern markiert und 

die CD4 (s. Abb. 17A) bzw. CD8 Treg Sub I (s. Abb. 17B) durchflusszytometrisch analysiert. 

 

 

Abb. 17: Oberflächenexpression der Treg. Aus akut infizierten DEREG-C57BL/6 Mäusen wurden CD4 Treg 
(CD4+CD25+GFP+) und CD8 Treg Sub I (CD8+CD122+PD-1+CD127-) aus einem Pool von Milzzellen isoliert. Dabei 
wurden CD4 und CD8 T-Zellen immunomagnetisch via negativ-Selektion MagniSort angereichert. Für die 
Expression von CD28, CTLA-4 und FasL wurden die Treg jeweils mit Antikörpern markiert und 
durchflusszytometrisch analysiert. In (A) ist die Oberflächenexpression von CD28, CTLA-4 und FasL der CD4 Treg 
und in (B) der CD8 Treg dargestellt.  

Es konnte beobachtet werden, dass CD28 und FasL weder von CD4 noch CD8 Treg Sub I 

exprimiert wurden. Im Gegenzug dazu, exprimierten sowohl CD4 als auch CD8 Treg Sub I 
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CTLA-4. Die Expression von CTLA-4 unter den CD4 Treg war dabei stärker im Vergleich zu den 

CD8 Treg Sub I [CD4 Treg: 11,3%; CD8 Treg Sub I: 6,7%]. Die Beobachtung, dass der 

T-Zellmarker CTLA-4 von den CD4 Treg exprimiert wird, wurde durch diesen Versuch belegt. 

Dies konnte nun auch für die CD8 Treg Sub I bestätigt werden.  

Schlussfolgerung: 

Eine potenzielle Erklärung für das suppressive Potential von CD4 und CD8 Treg Sub I, könnte 

an der Oberflächenexpression von CTLA-4 liegen.  

4.4.2. Zytokinsekretion  

Bereits beschriebene inhibitorische Mechanismen der CD4 Treg Suppression sind die 

Freisetzung anti-inflammatorischer Zytokine wie beispielsweise IL-10, IL-34 und TGFβ-1, wobei 

auch pro-inflammatorische Zytokine wie IL-2 und IFNγ eine Rolle spielen sollen (Zhao et al. 

2017, Hong & Kim 2018). Die Hauptmerkmale suppressiver CD4 Treg sind, dass sie eine hohe 

Expression der IL-2 Alpha-Kette (CD25) exprimieren können und somit eine hohe Affinität 

haben, IL-2 zu binden (Sakaguchi et al. 2007). Die Notwendigkeit von IL-2 der CD4 Treg wurde 

auch durch in vivo Studien bereits nachgewiesen, in welchem deutlich wurde, dass ein IL-2 

Mangel zu einer tödlichen lymphoproliferative Erkrankung, ähnlich wie bei einem Mangel an 

Foxp3, in Mäusen führt (Schorle et al. 1991). TGFβ-1 ist an der Immunregulation der CD4 Treg 

beteiligt und vermittelt eine Suppression durch Zell-Zell-Kontakt (Nakamura et al. 2001). IL-10 

kann die Synthese von pro-inflammatorischen Zytokinen wie IFNγ und IL-2 hemmen, welche 

von den Treg produziert werden (Wang et al. 2016). IL-34 ist an dem suppressiven Potential von 

CD4 und CD8 Treg beteiligt und hemmt alloreaktive Immunantworten (Bézie et al. 2015).  

Um zu verstehen welche Zytokine von Treg und Tresp während eines Suppression-Assays 

sekretiert wurden, und somit für das suppressive Potential der Treg verantwortlich sein können, 

wurden in der vorliegenden Arbeit die Überstande der Suppression-Assay Kulturen am zweiten, 

vierten und fünften Tag entnommen und als Einzelmessungen mit Hilfe des LegendPlex-Assays 

auf die oben beschriebenen Zytokine getestet. Diese drei Zeitpunkte wurden ausgewählt da 

bekannt war, dass die Sekretion von Zytokinen infolge einer Stimulation in vitro stark variieren 

kann (Weber & Iacono 1997, Sullivan et al. 2000). Es wurde dabei zwischen den Überständen 

der Suppression-Assays aus mCMV-infizierten und naiven Mäusen unterschieden, um eine 

Aussage darüber treffen zu können, ob die Sekretion der Zytokine von Treg und Tresp durch 

eine mCMV-Infektion beeinflusst wird. Die Einzelmessungen der Tresp und Treg Sekretion ist 

im Anhang zu finden (s. Abb. A13 und Abb. A14).  
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4.4.2.1. Zytokinsekretion von Tresp und Treg aus mCMV-infizierten Mäusen  

Die Zytokinsekretion aus den Überständen der Suppression-Assays mCMV-infizierter Mäuse 

(Experiment 1; s. 4.2.) ist in Abb. 18 dargestellt. Dabei wurde zwischen der Sekretion der 

Zytokine von Tresp unter dem Einfluss von CD4 Treg (s. Abb. 18A) und CD8 Treg Sub I+IV 

(Abb. 18B) unterschieden.  

 

 

Abb. 18: Zytokinsekretion der Kokulturen von Tresp und Treg aus mCMV-infizierten Mäusen nach einem 
Suppression-Assay. Die Überstande der Suppression-Assay Kulturen wurden am zweiten (hellgraue Punkte), 
vierten bzw. fünften Tag (schwarze Punkte) kollektiert. Die Produktion der Zytokine IFNγ, IL-2, IL-10, IL-34 und 
TGFβ-1 wurde zytofluorometrisch unter Verwendung des LegendPlex-Assays in Gegenwart von CD4 Treg (A) und 
CD8 Treg Sub I+IV (B) analysiert. Unstimulierte Tresp [Tresp + DC] und stimulierte Tresp [Tresp + DC + α-CD3ε] 
dienten als Negativ [-] bzw. Positivkontrolle [+]. Kokulturen der CD4 bzw. CD8 Treg Sub I+IV mit DC + α-CD3ε 
dienten als CD4 Treg bzw. CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle. Die Konzentration der Tresp wurde konstant gehalten, 
während die Treg in abnehmender Konzentration zugegeben wurden [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Die Ergebnisse 
stellen die Mittelwerte (Triplikate) der Einzelmessungen mit den jeweiligen Standardfehlern dar. Die Ergebnisse 
wurden mit MS Excel ermittelt [Standardfehler: STABW.S]. 
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Sekretion von IFNγ:  

CD4 Treg – Tag 2:   

- Keine IFNγ Sekretion in den Negativkontrollen der CD4 und CD8 Tresp sowie in der 

CD4 Treg Kontrolle. 

- Zunahme der IFNγ Sekretion in den CD4 und CD8 Tresp Positivkontrollen um je ein 

700-faches. 

- Anstieg der IFNγ Sekretion nach Zugabe der CD4 Treg zu den CD4 Tresp [1:1 

Titration; 230pg/ml] im Vergleich zur Negativkontrolle [9pg/ml]. 

- 3-facher Anstieg der IFNγ Sekretion bei einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg] 

[690pg/ml] im Vergleich zu einer 1:1 Konzentration [CD4 Tresp:CD4 Treg]. Dieser 

Wert ähnelte dem der Positivkontrolle [Mittelwert: 661pg/ml].  

- Anstieg der IFNγ Sekretion nach Zugabe der CD4 Treg zu den CD8 Tresp [1:1 

Titration; 320pg/ml] im Vergleich zur Negativkontrolle [0pg/ml]. 

- 2,5-fache Zunahme der IFNγ Sekretion bei einer 1:0,1 Konzentration 

[CD8 Tresp:CD4 Treg; 796pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Konzentration 

[CD8 Tresp:CD4 Treg]. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion in den Negativkontrollen der Tresp sowie in der CD4 Treg Kontrolle  

- ein 2,5-facher Anstieg an IFNγ in der CD4 Tresp Positivkontrolle [1661pg/ml] im 

Vergleich zum zweiten Tag, jedoch nicht in der CD8 Tresp Positivkontrolle 

[750pg/ml]. 

- Anstieg die IFNγ Sekretion um das 3-fache durch verringerte CD4 Treg 

Konzentrationen zu den CD4 Tresp [1:1 Titration: 481pg/ml; 1:0,1 Titration: 

1441pg/ml]. 

- Anstieg der IFNγ Sekretion um das 2,8-fache durch verringerte CD4 Treg 

Konzentrationen zu den CD8 Tresp [1:1 Titration: 249pg/ml; 1:0,1 Titration: 

709pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Keine Sekretion von IFNγ in den Negativkontrollen der CD4 und CD8 Tresp.  

- Höhere Sekretion von IFNγ in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [700pg/ml] als in der 

CD4 Tresp Positivkontrolle [587pg/ml]. 

- Keine erhöhte Sekretion von IFNγ durch die Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [2085pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration 

[2204pg/ml].  
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- Keine erhöhte Sekretion von IFNγ durch die Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [734pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [923pg/ml].  

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IFNγ in den Negativkontrollen der CD4 und CD8 Tresp.  

- 2,7-fache Zunahme der IFNγ Sekretion der CD4 Tresp Positivkontrolle im Vergleich 

zum zweiten Tag [Tag 2: 587pg/ml; Tag 5: 1614pg/ml].  

- 1,2-fache Zunahme der IFNγ Sekretion der CD8 Tresp Positivkontrolle im Vergleich 

zum zweiten Tag [Tag 2: 843pg/ml; Tag 4: 1004pg/ml].  

- Erhöhte IFNγ Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 Tresp einer 

1:0,1 Titration [2961pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [2393pg/ml]. 

- Keine erhöhte IFNγ Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 Tresp 

einer 1:0,1 Titration [867pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [1161pg/ml]. 

 

Sekretion von IL-2: 

CD4 Treg – Tag 2:   

- Minimale Sekretion von IL-2 in der Negativkontrollen der CD4 Tresp [18pg/ml]. 

- 3,6-facher Anstieg der IL-2 Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle [65pg/ml] im 

Vergleich zur Negativkontrolle der CD4 Tresp [18pg/ml]. 

- Anstieg der IL-2 Sekretion in der CD8 Tresp Positivkontrolle [10pg/ml] im Vergleich 

zur Negativkontrolle [0pg/ml]. 

- 2,1-facher Anstieg der IL-2 Sekretion bei einer 1:0,1 Konzentration [47pg/ml] nach 

Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp im Vergleich zur 1:1 Konzentration [22pg/ml].  

- 1,7-facher Anstieg der IL-2 Sekretion bei einer 1:0,1 Konzentration [7,8pg/ml] nach 

Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp im Vergleich zur 1:1 Konzentration [4,7pg/ml]. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion in den Negativkontrollen der Tresp sowie in der CD4 Treg Kontrolle.  

- IL-2-Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle [88pg/ml] und in der CD8 Tresp 

Positivkontrolle [18pg/ml].  

- 5,7-fache IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 Tresp einer 

1:0,1 Titration [46pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [8,1pg/ml]. 

- Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 Tresp einer 

1:0,1 Titration [5,7pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [0pg/ml]. 
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CD8 Treg – Tag 2:   

- Minimale Sekretion von IL-2 in der Negativkontrollen der CD4 Tresp [CD4 Tresp: 

13pg/ml; CD8 Tresp: 0pg/ml].  

- IL-2 Sekretion der CD4 [72pg/ml] und CD8 Tresp [7pg/ml] Positivkontrolle. Minimale 

IL-2 Sekretion in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [4,6pg/ml].  

- 2,1-fache IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 Tresp einer 

1:0,1 Titration [35,1pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [16,8pg/ml]. 

- Keine erhöhte IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 Tresp 

einer 1:0,1 Titration [5,1pg/ml] im Vergleich zur 1:1 Titration [6,7pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- IL-2-Sekretion in den Negativkontrollen [CD4 Tresp: 21,4pg/ml; CD8 Tresp: 

5,9pg/ml] und Positivkontrollen [CD4 Tresp: 77,7pg/ml; CD8 Tresp: 6,5pg/ml] der 

Tresp sowie der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [CD4 Tresp: 4,6pg/ml].  

- 2,6-fache IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 Tresp einer 

1:0,1 Titration [22,4pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [8,7pg/ml]. 

- Keine erhöhte IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 Tresp 

einer 1:0,1 Titration [5,2pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [5,8pg/ml]. 

 

Sekretion von IL-10: 

CD4 Treg – Tag 2:   

- Keine Sekretion von IL-10 in den Negativkontrollen von CD4 und CD8 Tresp sowie 

in der CD4 Treg Kontrolle.  

- Sekretion von IL-10 nur in der CD4 Tresp Positivkontrolle [33,6pg/ml], nicht in der 

CD8 Tresp Positivkontrolle. 

- 1,3-facher Anstieg der IL-10 Sekretion nach Zugabe von CD4 Tresp zu CD4 Treg 

einer 1:0,1 Titration [21,1pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [27,6pg/ml]. 

- Keine IL-10 Sekretion nach Zugabe von CD8 Tresp zu CD4 Treg. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine IL-10 Sekretion in den Negativkontrollen der Tresp und CD4 Treg Kontrolle. 

- IL-10 Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle [474pg/ml] aber nicht in der CD8 

Tresp Positivkontrolle. 

- 2,1-facher Anstieg der IL-10 Sekretion einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp: CD4 Treg; 

400pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg; 191pg/ml]. 
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- Keine IL-10 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Keine Sekretion von IL-10 in den Negativkontrollen der Tresp sowie der CD8 Treg 

Sub I+IV Kontrolle. 

- Sekretion von IL-10 in der CD4 Tresp Positivkontrolle [33,2pg/ml] aber nicht in der 

CD8 Tresp Kontrolle.  

- 2,7-facher Anstieg der IL-10 Sekretion einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg 

Sub I+IV; 24,1pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV; 

8,8pg/ml]. 

- Keine IL-10 Sekretion nach Zugabe von CD8 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-10 in den Negativkontrollen der Tresp sowie der CD8 Treg 

Sub I+IV Kontrolle. 

- Sekretion von IL-10 in der CD4 Tresp Positivkontrolle [409pg/ml] expandierte im 

Vergleich zum zweiten Tag um das 12-fache.  

- Keine Sekretion von IL-10 in der CD8 Tresp Positivkontrolle 

- 6,2-facher Anstieg der IL-10 Sekretion einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg 

Sub I+IV; 174,8pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I+IV; 

28pg/ml]. 

- Keine IL-10 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 Tresp. 

 

Sekretion von IL-34: 

CD4 Treg – Tag 2:   

- Keine IL-34 Sekretion in der Negativkontrollen von CD4 Tresp sowie der CD4 Treg 

Kontrolle. 

- Sekretion von IL-34 in der CD8 Tresp Negativkontrolle [22,2pg/ml] 

- Sekretion von IL-34 in der Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 29pg/ml; CD8 

Tresp: 69pg/ml] 

- IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp nach einer 1:0,1 Titration 

[40pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [0pg/ml]. 

- 2,2-facher Anstieg der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp 

nach einer 1:0,1 Titration [58pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [27pg/ml]. 
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CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-34 in den Negativkontrollen der Tresp sowie in der CD4 Treg 

Kontrolle.  

- 2,3-facher Anstieg der IL-34 Sekretion der CD4 Tresp Positivkontrolle [66,4pg/ml] im 

Vergleich zu der Sekretion am zweiten Tag.  

- 2-fache Abnahme der IL-34 Sekretion der CD8 Tresp Positivkontrolle [34,3pg/ml] im 

Vergleich zu der Sekretion am zweiten Tag. 

- Anstieg der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp nach einer 

1:0,1 Titration [68,2pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [0pg/ml]. 

- Anstieg der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp nach einer 

1:0,1 Titration [40,4pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [0pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Keine IL-34 Sekretion in den Negativkontrollen von CD4 und CD8 Tresp. 

- Sekretion von IL-34 in den Positivkontrolle der Tresp [CD4 Tresp: 36pg/ml; CD8 

Tresp: 63pg/ml] und der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [38pg/ml]. 

- Anstieg der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp einer 1:0,1 

Titration [107,4pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [97,2pg/ml]. 

- Kaum ein Anstieg der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [55pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [54,2pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-34 in den Negativkontrollen der Tresp. 

- Sekretion von IL-34 in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 57pg/ml; CD8 

Tresp: 60pg/ml] und CD8 Treg Sub I+IV Positivkontrolle [30,6pg/ml]. 

- Anstieg der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 Tresp nach 

einer 1:0,1 Titration [103,7pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [84,3pg/ml]. 

- Abnahme der IL-34 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 Tresp 

nach einer 1:0,1 Titration [44,8pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [50,8pg/ml]. 

 

Sekretion von TGFβ-1:  

- Es konnte keine Sekretion von TGFβ-1 detektiert werden. 

 

Schlussfolgerung:  

CD4 Treg supprimieren die Sekretion von IFNγ, IL-2, IL-10 und IL-34 durch stimulierte Tresp 

aus mCMV-infizierten Mäusen. Allerdings konnte ein erheblicher Unterschied zwischen CD4 und 
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CD8 Tresp in Bezug auf die Sekretion unterschiedlicher Zytokine festgestellt werden. Im 

Gegensatz dazu, konnten die CD8 Treg Sub I+IV die Sekretion von ausschließlich IFNγ, IL-2 

und IL-10 durch stimulierte CD4 Tresp, nicht jedoch CD8 Tresp, supprimieren.  

4.4.2.2. Zytokinsekretion von Tresp und Treg aus naiven Mäusen  

Die Zytokinsekretion aus den Überständen der Suppression-Assays (Experiment 4 und 6) naiver 

Mäuse ist in Abb. 19. dargestellt. Dabei wurde zwischen der Sekretion der Zytokine von Tresp 

unter dem Einfluss von CD4 Treg (s. Abb. 19A; Experiment 4) und CD8 Treg Sub I+IV                     

(s. Abb. 19B; Experiment 6) unterschieden.  

 

 

Abb. 19: Zytokinsekretion der Kokulturen von Tresp und Treg aus naiven Mäusen nach einem Suppression-
Assay. Die Überstande der Suppression-Assay Kulturen wurden am zweiten (hellgraue Punkte), vierten und fünften 
Tag (schwarze Punkte) kollektiert. Die Produktion der Zytokine IFNγ, IL-2, IL-10, IL-34 und TGFβ-1 wurden 
zytofluorometrisch unter Verwendung des LegendPlex-Assays in Gegenwart von CD4 Treg (A) und CD8 Treg Sub 
I+IV (B) analysiert. Unstimulierte Tresp [Tresp + DC] und stimulierte Tresp [Tresp + DC + α-CD3ε] dienten als 
Negativ [-] bzw. Positivkontrolle [+]. Kokulturen der CD4 bzw. CD8 Treg mit DC + α-CD3ε dienten als CD4- bzw. 
CD8 Treg Kontrolle. Die Konzentration der Tresp wurde konstant gehalten, während die Treg in abnehmender 
Konzentration zugegeben wurden [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Die Ergebnisse stellen die Mittelwerte (A: Quadruplikate 
und B: Duplikate) der Einzelmessungen mit den jeweiligen Standardfehlern dar. Die Ergebnisse wurden mit MS 
Excel ermittelt [Standardfehler: STABW.S]. 



Ergebnisse 

94 
 

Sekretion von IFNγ:   

CD4 Treg – Tag 2:   

- keine IFNγ Sekretion in den Negativkontrollen der Tresp sowie in der CD4 Treg 

Kontrolle. 

- IFNγ Sekretion in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 73pg/ml; CD8 Tresp: 

95pg/ml].  

- 4,2-facher Anstieg der IFNγ Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp 

einer 1:0,1 Titration [27,2pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [6,5pg/ml]. 

- 13,9-facher Anstieg der IFNγ Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp 

nach einer 1:0,1 Titration [43pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [3,1pg/ml]. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IFNγ in den Negativkontrollen der Tresp sowie in der CD4 Treg 

Kontrolle. 

- IFNγ Sekretion in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 1510pg/ml; CD8 

Tresp: 368pg/ml].  

- 150-facher Anstieg der IFNγ Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Treg 

nach einer 1:0,1 Titration [465pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [9,3pg/ml]. 

- 19,5-facher Anstieg der IFNγ Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp 

nach einer 1:0,1 Titration [150,1pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [7,7pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Sekretion von IFNγ in den Negativkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 1,8pg/ml; CD8 

Tresp: 144,7pg/ml]. 

- Sekretion von IFNγ in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 116pg/ml; CD8 

Tresp: 61pg/ml] und CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [112pg/ml]. 

- Abnahme der IFNγ Sekretion nach einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp: CD8 Treg Sub 

I+IV; 290pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp: CD8 Treg Sub I+IV; 

611,3pg/ml]. 

- Abnahme der IFNγ Sekretion nach einer 1:0,1 Titration [CD8 Tresp: CD8 Treg Sub 

I+IV; 106pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD8 Tresp: CD8 Treg Sub I+IV; 

204,1pg/ml]. 

 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Minimale Sekretion von IFNγ in den Negativkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 

1,1pg/ml; CD8 Tresp: 1,9pg/ml] 
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- IFNγ Sekretion expandierte in der CD4 Tresp Positivkontrolle um das 6,8-fache 

[785pg/ml] und der CD8 Tresp Positivkontrolle [115,5pg/ml] um das 1,9-fache im 

Vergleich zum zweiten Tag [Tag 2: CD4 Tresp: 116pg/ml; CD8 Tresp: 61pg/ml].  

- Ansteig der IFNγ Sekretion in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [132pg/ml] im 

Vergleich zum zweiten Tag [111,5pg/ml] 

- Abnahme der IFNγ Sekretion nach einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp: CD8 Treg Sub 

I+IV; 577,6pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp: CD8 Treg Sub I+IV; 

617,4pg/ml]. 

- Abnahme der IFNγ Sekretion nach einer 1:0,1 Titration [CD8 Tresp: CD8 Treg Sub 

I+IV; 167,3pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD8 Tresp: CD8 Treg Sub I+IV; 

375,7pg/ml]. 

 

Sekretion von IL-2: 

CD4 Treg – Tag 2:   

- Keine IL-2 Sekretion in den Negativkontrollen der Tresp sowie in der CD4 Treg 

Kontrolle.  

- IL-2 Sekretion in den Tresp Positivkontrollen [CD4 Tresp: 209pg/ml; CD8 Tresp: 

177pg/ml]. 

- Abnahme der IL-2 Sekretion nach einer 1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg; 

28,9pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg; 54,1pg/ml]. 

- 10,7-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach einer 1:0,1 Titration [CD8 Tresp:CD4 

Treg; 71,9pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg; 6,7pg/ml]. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-2 in der CD8 Tresp Negativkontrollen der Tresp sowie in der 

CD4 Treg Kontrolle.  

- Sekretion von IL-2 in der CD4 Tresp Negativkontrolle [63,4pg/ml] und in den Tresp 

Positivkontrollen [CD4 Tresp: 736,7pg/ml; CD8 Tresp: 330,6pg/ml] 

- 16-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp nach 

einer 1:0,1 Titration [212,7pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [13,3pg/ml]. 

- 13,4-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD8 Tresp 

nach einer 1:0,1 Titration [84,6pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [6,3pg/ml]. 
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CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Sekretion von IL-2 in den Negativkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 1,9pg/ml; CD8 

Tresp: 48,8pg/ml], in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 176,8pg/ml; CD8 

Tresp: 36,2pg/ml] und in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [20,8pg/ml].  

- 1,1-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [102,4pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration 

[91,5pg/ml]. 

- 1,8-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [34,9pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration 

[19,2pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Minimale Sekretion von IL-2 in den Negativkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 

1,3pg/ml; CD8 Tresp: 1,6g/ml]. 

- Sekretion von IL-2 in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 Tresp: 279,5pg/ml; CD8 

Tresp: 30,6pg/ml] und in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [132pg/ml].  

- 2-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [71,7pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration 

[35,6pg/ml]. 

- 1,8-facher Anstieg der IL-2 Sekretion nach Zugabe von CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 

Tresp nach einer 1:0,1 Titration [23,7pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration 

[13,4pg/ml]. 

 

Sekretion von IL-10: 

CD4 Treg – Tag 2:   

- Keine Sekretion von IL-10 in der CD4 Tresp Negativkontrolle und CD4 Treg 

Kontrolle; Minimale Sekretion von IL-10 in der CD8 Tresp Negativkontrolle [1,3pg/ml] 

und Positivkontrolle der Tresp [CD4 Tresp: 1,3pg/ml; CD8 Tresp: 2,3pg/ml]. 

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD4 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [3pg/ml], 1:0,1 Titration [0pg/ml]. 

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [6pg/ml], 1:0,1 Titration [0pg/ml]. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Minimale IL-10 Sekretion in den Negativkontrollen Tresp [CD4 Tresp 7,7pg/ml; CD8 

Tresp: 7,7mg/ml] und CD4 Treg Kontrolle [7pg/ml]. 
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- Anstieg der IL-10 Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle [910pg/ml] um das 

700-fache im Vergleich zu der Sekretion am Tag 2. 

- Keine Sekretion von IL-10 in der CD8 Tresp Positivkontrolle. 

- 7,6-facher Anstieg der IL-10 Sekretion nach Zugabe von CD4 Treg zu CD4 Tresp 

nach einer 1:0,1 Titration [291,4pg/ml], im Vergleich zur 1:1 Titration [38,4pg/ml]. 

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [7,9pg/ml], 1:0,1 Titration [7,6pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Keine Sekretion von IL- in der CD4 Tresp Negativkontrolle. 

- Sekretion von IL-10 in der CD8 Tresp Negativkontrolle [208pg/ml].  

- Minimale Sekretion von IL-10 in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [5,4pg/ml] sowie in 

der CD4 Tresp Positivkontrolle [6,2pg/ml]. 

- Keine Sekretion von IL-10 in der CD8 Tresp Positivkontrolle 

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD4 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [18,7pg/ml], 1:0,1 Titration [0pg/ml]. 

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [3,6pg/ml], 1:0,1 Titration [2,3pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-10 in den Negativkontrollen der CD4 und CD8 Tresp.  

- Keine Sekretion von IL-10 in der CD8 Tresp Positivkontrolle. 

- 52,5-facher Anstieg der IL-10 Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle 

[325,8pg/ml] im Vergleich zur Sekretion am zweiten Tag.  

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD4 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [56,6pg/ml], 1:0,1 Titration [50,8pg/ml]. 

- Keine Zunahme der IL-10 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [10,3pg/ml], 1:0,1 Titration [6,3pg/ml]. 

 

Sekretion von IL-34: 

CD4 Treg – Tag 2:   

- keine IL-34 Sekretion in der CD8 Tresp Negativkontrolle sowie in der CD4 Treg 

Kontrolle. 

- Minimale Sekretion von IL-34 in der CD4 Tresp Positivkontrolle [8,8pg/ml] und in der 

CD4 Tresp Negativkontrolle [8,8pg/ml]. 
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- Keine IL-34 Sekretion Zugabe der CD4 Treg zu CD4 Tresp Konzentration, außer bei 

einer 1:0,5 Konzentration [10,5pg/ml]. 

- Keine Zunahme der IL-34 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [22,6pg/ml], 1:0,1 Titration [17,4pg/ml]]. 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-34 in der CD4 Tresp Negativkontrolle und CD4 Treg 

Kontrolle. 

- Sekretion von IL-34 in der CD8 Tresp Negativkontrolle [49,2pg/ml]. 

- 6,1-facher Anstieg der IL-34- Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle [53,8pg/ml] 

im Vergleich zu der Sekretion am zweiten Tag.  

- Anstieg der IL-34 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD4 Tresp Konzentration 

[1:1 Titration [0pg/ml]; 1:0,1 Titration [45,5pg/ml]]. 

- Schwankungen in der IL-34 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [0pg/ml], 1:0,5 Titration [54,4pg/ml]; 1:0,2 Titration 

[27,9pg/ml]; 1:0,1 Titration [19,3pg/ml]]. 

 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Keine IL-34 Sekretion in den Negativkontrollen von CD4 und CD8 Tresp.  

- Keine IL-34 Sekretion in der CD8 Tresp Positivkontrolle. 

- Sekretion IL-34 in der CD4 Tresp Positivkontrolle [48,8pg/ml]. 

- Sekretion von IL-34 in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [43,8pg/ml].  

- 2,2-fache Abnahme der IL-34 Sekretion nach Zugabe der CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 

Tresp [1:1 Titration [98,5pg/ml]; 1:0,1 Titration [45pg/ml]].  

- Schwankungen in der IL-34 Sekretion nach Zugabe der CD8 Treg Sub I+IV zu den 

CD8 Tresp [1:1 Titration; 36pg/ml und 1:0,2 Titration; 58,9pg/ml; 1:0,1 Titration: 

0pg/ml]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Keine Sekretion von IL-34 in den Negativkontrollen der CD4 und CD8 Tresp und in 

der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle. 

- Keine IL-34 Sekretion in der CD8 Tresp Positivkontrolle. 

- IL-34 Sekretion in der CD4 Tresp Positivkontrolle [100,6pg/ml].  

- Keine Zunahme der IL-34 Sekretion nach verringerter CD8 Treg Sub I+IV zu CD4 

Tresp Konzentration [1:1 Titration [98,5pg/ml], 1:0,1 Titration [79,7pg/ml]]. 
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- Schwankungen in der IL-34 Sekretion nach Zugabe der CD8 Treg Sub I+IV zu den 

CD8 Tresp [1:1 Titration; 57,6pg/ml und 1:0,2 Titration; 0pg/ml; 1:0,1 Titration: 

58,9pg/ml]. 

 

Sekretion von TGFβ-1:  

CD4 Treg – Tag 2:   

- Minimale Sekretion von TGFβ-1 in den Negativkontrollen von CD4 und CD8 Tresp 

[CD4 Tresp: 1,9pg/ml; CD8 Tresp: 1,8pg/ml], in den Positivkontrollen der Tresp [CD4 

Tresp: 2,2pg/ml; CD8 Tresp: 2,4pg/ml] und in der CD4 Treg Kontrolle [2,8pg/ml]. 

- Abnahme der TGFβ-1 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD4 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [1,7pg/ml], 1:0,1 Titration [0pg/ml]]. 

- Abnahme der IL-34 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [2,5pg/ml], 1:0,1 Titration [1,9pg/ml]]. 

 

CD4 Treg – Tag 4 / Tag 5:   

- Minimale Sekretion von TGFβ-1 in der Negativkontrolle der CD4 und CD8 Tresp 

[CD4 Tresp: 1,8pg/ml; CD8 Tresp: 2,9pg/ml], der CD4 Tresp Positivkontrolle 

[2,1pg/ml] und der CD4 Treg Kontrolle [2,3pg/ml]. 

- Keine Sekretion von TGFβ-1 in der CD8 Tresp Positivkontrolle.  

- 19,3-fache Zunahme der TGFβ-1 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD4 

Tresp Konzentration [1:1 Titration [2pg/ml], 1:0,1 Titration [38,6pg/ml]]. 

- Schwankungen in der TGFβ-1 Sekretion nach verringerter CD4 Treg zu CD8 Tresp 

Konzentration [1:1 Titration [1,8pg/ml], 1:0,5 Titration [2,3pg/ml]; 1:0,2 [1,5pg/ml]; 

1:0,1 [3,5pg/ml]]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 2:   

- Sekretion von TGFβ-1 in den Negativkontrollen von CD4 [13,9pg/ml] und CD8 Tresp 

[13,7pg/ml].  

- Minimale Sekretion von TGFβ-1 in den Positivkontrollen von CD4 Tresp [6,9pg/ml] 

und CD8 Tresp [3,7pg/ml].  

- Sekretion von TGFβ-1 in der CD8 Treg Sub I+IV Kontrolle [11,8pg/ml]. 

- 1,9-fache Abnahme der TGFβ-1 Sekretion nach verringerter CD8 Treg Sub I+IV zu 

CD4 Tresp Konzentration [1:1 Titration [12,3pg/ml], 1:0,1 Titration [6,4pg/ml]]. 
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- Schwankung der TGFβ-1 Sekretion nach Zugabe der CD8 Treg Sub I+IV zu CD8 

Tresp Konzentration [1:1 Titration [0pg/ml]; 1:0,2 Titration [14,8]; 1:0,1 Titration 

[12,3pg/ml]]. 

CD8 Treg Sub I+IV – Tag 4 / Tag 5:   

- Minimale Sekretion von TGFβ-1 in den Negativkontrolle von CD4 Tresp [2,2pg/ml] 

und CD8 Tresp [6,6pg/ml], in der CD4 Tresp Positivkontrolle [5pg/ml] und der CD8 

Treg Sub I+IV Kontrolle [5pg/ml]. 

- Keine Sekretion von TGFβ-1 in der CD8 Tresp Positivkontrolle. 

- Keine Sekretion von TGFβ-1 nach Zugabe der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV 

Konzentration 

- Keine Sekretion von TGFβ-1 nach Zugabe der CD8 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV 

Konzentration 

 

Schlussfolgerung:  

CD4 Treg supprimieren die Sekretion von IFNγ, IL-2, IL-10 und IL-34 durch stimulierte Tresp 

aus naiven Mäusen. Dabei war ein erheblicher Unterschied zwischen CD4 und CD8 Tresp in 

Bezug auf die Sekretion verschiedener Zytokine festzustellen. Die CD8 Treg Sub I+IV konnten 

die Sekretion der getesteten Zytokine durch stimulierte CD4 Tresp, nicht jedoch CD8 Tresp, aus 

naiven Mäusen von IL-2, IL-10 und TGFβ-1 minimal supprimieren. Eine mCMV-Infektion 

beeinflusst demnach auch die Expression von Zytokinen in vitro.  

4.5. Genom-Datenbank der CD8 Treg 

Die bisherigen Daten haben gezeigt, dass CD4 und CD8 Treg Sub I+IV ein suppressives 

Potential in vitro aufweisen, welches von einer mCMV-Infektion beeinflusst wird. Es konnte 

zudem gezeigt werden, dass ein potenzieller suppressiver Mechanismus von Treg, die 

Freisetzung anti- und pro-inflammatorische Zytokine darstellt. Die Sekretion dieser variiert 

jedoch zwischen den Treg und wird zudem ebenfalls von einer mCMV-Infektion beeinflusst.  

In der vorliegenden Arbeit wurde das Augenmerk auf CD8 Treg des Phänotyps 

CD8+CD122+PD-1+CD127- (Sub I) gelegt. Retrospektive Analysen haben jedoch gezeigt, dass 

in früheren Experimenten unserer Arbeitsgruppe CD8 Treg des Phänotyps 

CD8+CD122+PD-1+/-CD127- (Sub I+IV) getestet wurden. Da es auch in der Literatur bislang 

keinen Konsens bezüglich der Oberflächenmarker von CD8 Treg gibt, wurde der Fokus für die 

Genom-Datenbank Analyse auf folgende Subpopulationen gelegt:  
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CD8 Treg Sub I (CD8+CD122+PD-1+CD127-) 

CD8 Treg Sub II (CD8+CD122+PD-1-CD127+) 

CD8 Treg Sub III (CD8+CD122-PD-1-CD127+) 

Es sollte dadurch geklärt werden, welche Gene sich zwischen den CD8 Treg Subpopulationen 

aus mCMV-infizierten und naiven Mäusen unterscheiden und exprimiert werden. Dafür wurden 

aus infizierten und naiven C57BL/6 Mäusen die Zellzahl aus einem Pool von Gesamtmilzen 

bestimmt (s. 3.3.1.1). Anschließend wurden mittels immunomagnetischer negativ-Selektion 

MagniSort (s. 3.3.3) die CD8 T-Zellen isoliert, gefolgt von einer zytofluorometrischen 

Zellsortierung der oben genannten Subpopulationen (s. Tab. 8). Die Treg wurden auf einer 

Zellzahl von mindestens 1x105 eingestellt und als dry pellet der Translationalen Onkologie an 

der Universitätsmedizin der Johannes Gutenberg-Universität Mainz (TRON) übergeben, welche 

die Sequenzierung und RNA Datenbankgenerierung durchgeführt hat. Es wurden dabei je drei 

Proben der jeweiligen Gruppen aus mCMV-infizierten und naiven Mäusen abgegeben                        

(s.Tab. 8). 

Tab. 8: Gruppierung der RNA-Sequenzierungsdaten. 

 Gruppen  Proben 

+ mCMV 

A (Sub I) A1 A2 A3 

B (Sub II) B1 B2 B3 

C (Sub III) C1 C2 C3 

- mCMV 

D (Sub I) D1 D2 D3 

E (Sub II) E1 E2 E3 

F (Sub III) F1 F2 F3 

     

Es ist als erster Schritt essenziell, bei RNA-Sequenzierungsanalysen eine Übersicht darüber zu 

erhalten, ob sich die Proben in deren Varianzen ähneln oder unterscheiden. Um dies 

untersuchen zu können wurde eine Hauptkomponentenanalyse (principal component analysis; 

PCA) durchgeführt (s. Abb. 20A). PCA ist ein Algorithmus in der Biometrie, in welchen eine 

Reihe von Beobachtungen korrelierter Variablen und deren Redundanz möglichst effektiv als 

Hauptkomponenten zusammengefasst wird (Wesche, Leyer & Wesche 2007). Dafür werden die 

Variablen in linear unkorrelierte Variablen mit Hilfe von orthogonalen Transformationen 

umgewandelt (Karamizadeh et al. 2013). Zudem werden alle Variablen vergleichbar, indem sie 

auf einem Mittelwert von null und einer Varianz von eins standardisiert werden (Karamizadeh et 

al. 2013). Es ist außerdem wichtig zu erkennen, ob es Hauptvariationsquellen im Datensatz gibt, 
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um mögliche Probenausreißer zu identifizieren. Dafür wurde ein hierarchisches Clustering 

durchgeführt (s. Abb. 20B).   

 

Abb. 20: Übersicht der RNA-Sequenzierungsdaten. CD8 Treg Subpopulationen I-III wurden aus 9 akut infizierte 
und 30 unbehandelte C57BL/6 Mäusen durch immunomagnetischer negativ-Selektion MagniSort, gefolgt von einer 
zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe A und D), CD8 
Treg Sub II (CD8+CD3+CD122+PD-1-CD127+; Gruppe B und E) und CD8 Treg Sub III (CD8+CD3+CD122-PD-1-

CD127+; Gruppe C und F) gewonnen. (A) Die Hauptkomponentenanalyse zeigt in einem 2D-Graphen die Variablen 
(PC1 und PC2) der Gruppen an. Dabei sind Gruppen A+D in Rot, B+E in Blau und C+F in Grün dargestellt. (B) Das 
hierarchische Clustering zeigt durch ein Farbschema (dunkelblau = kein Unterschied; hellblau = starker 
Unterschied) die Hauptvariationsquellen in dem Datensatz an.   

 

Durch die Hauptkomponentenanalyse (s. Abb. 20A) konnten die unterschiedlichen Variablen in 

zwei Hauptkomponenten (PC1: x-Achse und PC2: y-Achse) in einem 2D Diagramm 

zusammengefasst werden. Zunächst ist PC1 eine lineare Kombination aller abgegebenen 

Proben (s. Tab. 8), und widerspiegelt die gemeinsame Varianz aller 18 Proben. In diesem Fall 

bedeutet dies, dass die Varianz aller Proben 69% betrug. PC2 schneidet PC1 im rechten Winkel. 

Die Varianz dieser lag bei 9%. Aus diesen Ergebnissen ließ sich schließen, dass sich die 

jeweiligen identischen Subpopulationen, unabhängig von einer mCMV-Infektion, in ihren 

Varianzen sehr ähneln. Im Gegensatz dazu, unterschieden sich die Gruppen unterschiedlicher 

Subpopulationen voneinander. Jedoch gab dieses Ergebnis keine Information darüber, 

inwieweit sich diese in ihrem Phänotyp ähneln oder unterscheiden. Ein Überblick darüber konnte 
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durch das hierarchische Clustering (Abb. 20B) gewonnen werden. Dabei gab die Skala 0 

(dunkelblau = kein Unterschied) bis 80 (hellblau = starker Unterschied) das Farbschema vor, 

inwieweit sich die verschiedenen Gruppen voneinander unterscheiden. Es konnte festgestellt 

werden, dass sich die Gruppen A und D (CD8 Treg Sub I) von Gruppe C und F (CD8 Treg 

Sub III) erheblich voneinander unterschieden, da diese ein sehr hellblaues Farbschema 

aufwiesen. Wohingegen sich die Gruppen B und E (CD8 Treg Sub II) von Gruppe C und F (CD8 

Treg Sub III) weniger stark voneinander unterschieden (mittelblaues Farbschema).  

Aufgrund dieser Beobachtungen und den vorherigen Erkenntnissen, wurde in der vorliegenden 

Arbeit der Fokus zunächst auf die unterschiedliche Expression der Gene innerhalb der Gruppen 

A und D (CD8 Treg Sub I) gelegt, um zu klären, inwieweit eine mCMV-Infektion dies beeinflusst. 

Im Anschluss wurde der Fokus auf den Vergleich der Gruppen A (CD8 Treg Sub I) und C (CD8 

Treg Sub III) gelegt, um mehr über die Subpopulationen in Bezug auf derer Genexpressionen 

erfahren zu können. Für eine übersichtliche Darstellung der Ergebnisse, wurden die 

RNA-Sequenzierungsdaten in je vier verschiedene Gruppen aufgeteilt: Zelltod (s. 4.5.1), 

Immun-Checkpoints (s. 4.5.2), inflammatorische Zytokine und Chemokine (s. 4.5.3 ) sowie Treg 

Marker und wichtige Regulatoren (s. 4.5.4).  

4.5.1. Zelltod 

Der Replikationszyklus von mCMV dauert ca. 24 Stunden. Aufgrund des langen 

Replikationszyklus und der anschließenden Latenz, ist es essentiell für Cytomegaloviren den 

frühzeitigen Zelltod effizient zu inhibieren (Handke et al. 2012, Oh et al. 2021). Das CMV muss 

dementsprechend der Induktion des Zelltods, eine Folge der Immunantwort, entgegenwirken 

(Handke et al. 2012, Oh et al. 2021). Der Zelltod kann in vier Hauptkategorien unterteilt werden: 

Apoptose, Nekroptose, Pyroptose und Parthanatos (Robinson et al. 2019, Tang et al. 2019, Oh 

et al. 2021). In der vorliegenden Arbeit wurde die Expression verschiedener, am Zelltod 

beteiligter Gene (kursiv) von CD8 Treg Subpopulationen untersucht.  

Apoptose: Der durch Apoptose vermittelte Zelltod ist Caspase-abhängig und beinhaltet einen 

zusätzlichen extrinsischen apoptotischen Signalweg, welcher durch den Tumor Nekrose Faktor 

(Tnf) stimuliert wird (Oh et al. 2021). Fas und sein Ligand (FasL) sind Mitglieder der TNF-Familie 

und initiieren unmittelbar Apoptose (Volpe et al. 2016). Zusätzlich dazu, gibt es noch einen 

weiteren Signalweg, welcher die T-Zell vermittelte Zytotoxizität sowie den Perforin-Granzym 

abhängigen Zelltod beinhaltet (Voskoboinik et al. 2010). Dieser Signalweg wird primär von 

zytotoxischen Lymphozyten verwendet, um virusinfizierte Zellen zu eliminieren. Der Perforin 
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(prf1) -Granzym Signalweg kann Apoptose entweder über Granzym A (Gzma) oder B (Gzmb) 

induzieren (Elmore 2007). Im Gegenzug dazu ist Granzym K (Gzmk) eine pro-apoptotische 

Serinprotease, welche intrazelluläre (z.B. Hemmung der Virusreplikation) sowie extrazelluläre 

(z.B. Regulierung einer pro-inflammatorischen Zytokinantwort) Mechanismen beinhaltet 

(Bouwman et al. 2021). Suppressors of cytokine signalling (SOCS) sind negative Regulatoren, 

welche an der Zytokin-induzierten Signaltransduktion beteiligt sind (Blalock et al. 2013). Diese 

spielen eine essentielle Rolle beim Zellwachstum und der Apoptose (Oh et al. 2009). Es wird 

vermutet, dass diese Proteine eine wichtige Rolle bei der Immunevasion von CMV spielen 

(Blalock et al. 2013) .  

Pyroptose: Der Signalweg der Pyroptose ist ebenfalls Caspase-abhängig und ist mit der 

Stimulation einer anhaltenden inflammatorischen Immunantwort assoziiert (Bergsbaken et al. 

2009). Mit Hilfe der Bildung von Gasdermin-D (Gsdmd) vermittelten Membranporen, werden die 

pro-inflammatorischer Zytokine (IL-1b, IL-18) freigesetzt (Oh et al. 2021).   

Nekroptose und Parthanatos: Diese Signalwege sind Caspase-unabhängig. Die Nekroptose ist 

eine Form der TNFα-induzierten programmierten Nekrose, welche durch die Wirkung von zwei 

Rezeptor-interagierenden Proteinkinasen (RIP1, RIP3) und deren Substrat Mixed Lineage 

Kinase Domain-Like (Mlkl) reguliert wird (Upton et al. 2010, Chien & Dix 2012, Gong et al. 2017). 

Transkripte welche mit dem Parthanatos Signalwegs assoziiert sind, heißen Poly [ADP-Ribose] 

Polymerase 1 (Parp1) sowie Poly [ADP-Ribose] Glykohydrolase (Parg) (Oh et al. 2020). Parp1 

ist essenziell für die zelluläre Homöostase und ist dadurch an Krankheiten wie Schlaganfall, 

Myokardinfarkt und Parkinson beteiligt (David et al. 2009). Eine Parp1 Überaktivierung führt zu 

Zelltod (David et al. 2009). Letzteres ist auf die Freisetzung des Apoptose induzierenden Faktor 

(AIF) aus den Mitochondrien zurückzuführen (David et al. 2009). Der Begriff Parthanatos geht 

auf den Namen „Thanatos“ zurück, eine Personifikation des Todes aus der griechischen 

Mythologie zur Beschreibung des Zelltods, welches durch das PAR-Polymer initiiert wird (Yu et 

al. 2006, David et al. 2009).    

4.5.1.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 

Treg Sub I aus naiven Mäusen  

Die Expression der am Zelltod beteiligten Gene wurde zunächst in CD8 Treg Sub I 

mCMV-infizierter und naiver Tiere analysiert (s. Abb. 21). Die Ergebnisse wurden dabei als 

Säulendiagramm (s. Abb. 21A) dargestellt, um einen Überblick der exprimierten Gene zu 

erhalten. Für weitere detailliertere Analysen der Lage- und Streuung wurden die 
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RNA-Sequenzierungsdaten als Kastengraphiken (s. Abb. 21B) dargestellt, um signifikante 

Unterschiede feststellen zu können. 

Durch die Darstellung des Säulendiagramms (s. Abb. 21A) konnte festgestellt werden, dass 

sich die am Zelltod beteiligten Gene von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg 

Sub I aus naiven Mäusen kaum in ihrer Expression unterscheiden. Wobei die Genexpression 

von Gzma der CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen um das 6-fache, Gzmb um das 

4,5-fache und Gzmk um das 2,4-fache höher war als bei den CD8 Treg Sub I aus naiven 

Mäusen. Diese Darstellung gab jedoch keine Information darüber ob sich diese Gene auch 

signifikant voneinander unterscheiden. Zudem konnte durch die einheitliche Skalierung des 

Säulendiagramms keine weiteren Unterschiede in der Genexpression beobachtet werden. 

Hingegen konnte durch die Darstellung der RNA-Sequenzierungsdaten in separaten 

Kastengraphiken (s. Abb. 21B) folgendes beobachtet werden: 

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen im 

Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- Gsdmd  [t(4) = -2,86; p < 0,05]  

- Parp1 [t(4) = -3,28; p < 0,05] 

- Tnf  [t(2) = -7,35; p < 0,05] 

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

Mäusen im Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen: 

- Casp3  [t(4) = 3,63; p < 0,05] 

- Gzma  [t(4) = 19,38; p < 10-4] 

- Gzmb  [t(4) = 10,42; p < 10-3] 

- Gzmk  [t(2) = 0,007; p < 0,05] 

- Fas  [t(4) = 5,61; p < 10-2] 

- Mlkl  [t(4) = 7,49; p < 10-2]  

- Prf1  [t(4) = 7,58; p < 10-2]  

Die restlichen Gene zeigten keinen signifikanten Unterschied. 
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Abb. 21: Expression der am Zelltod beteiligten Gene in CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und naiver Mäuse. 
CD8 Treg Sub I wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, gefolgt von 
einer zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe A und D) 
aus 9 akut infizierten bzw. 30 unbehandelten C57BL/6 Mäusen. (A) Säulendiagramm der am Zelltod beteiligten 
Gene wurden als Transkript pro Millionen reads [TPM] angegeben. Die Säulen stellen die Mittelwerte der drei 
Proben von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten (rot) und naiven Mäusen (hellgrau) dar, die weißen Kreise 
symbolisieren die Einzelwerte der jeweiligen Proben. (B) Kastengraphiken der am Zelltod beteiligten Gene zeigt 
das 1. und 3. Quartil, sowie den Median als Transkript pro Millionen reads [TPM] an. Für den Vergleich zweier 
Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 zeigt einen 
statistisch signifikanten Unterschied an, dabei bedeutet * p < 0,05; ** p < 10-2; *** p < 10-3; **** p < 10-4. 

 

Schlussfolgerung: 

Es gab signifikante Unterschiede in der Expression der am Zelltod beteiligten Gene von CD8 

Treg Sub I aus mCMV-infizierten und naiven Mäusen. Allen voran, exprimierten CD8 Treg Sub 

I aus mCMV-infizierten Mäusen ausschließlich Gene, welche für eine Initiierung der Apoptose 

verantwortlich sind.  
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4.5.1.2. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus 

mCMV-infizierten Mäusen  

Die Expression der am Zelltod beteiligten Genen wurde von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III 

aus mCMV-infizierten Mäusen analysiert (s. Abb. 22). Die Ergebnisse wurden dabei als 

Säulendiagramm (s. Abb. 22A) und Kastengraphiken (s. Abb. 22B) dargestellt. 

 

Abb. 22: Expression der am Zelltod beteiligten Gene in CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III mCMV-infizierter 
Mäuse. CD8 Treg Sub I und III wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, 
gefolgt von einer zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; 
Gruppe A) und CD8 Treg Sub III (CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+; Gruppe C) aus je 9 akut infizierten C57BL/6 
Mäusen. (A) Säulendiagramm der am Zelltod beteiligten Gene wurden als Transkript pro Millionen reads [TPM] 
dargestellt. Die Säulen stellen die Mittelwerte der Proben von CD8 Treg Sub I (rot) und III (rot-weiß gestreift) aus 
mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen dar, die weißen Kreise symbolisieren die Einzelwerte der jeweiligen Proben. 
(B) Kastengraphiken zeigen das 1. und 3. Quartil, sowie den Median als Transkript pro Millionen reads [TPM] an. 
Für den Vergleich zweier Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert 
<0,05 zeigt einen statistisch signifikanten Unterschied an. * p < 0,05; ** p < 10-2; *** p < 10-3; **** p < 10-4; 
***** p < 10-5; ****** p < 10-6; ******* p < 10-7; ******** p < 10-8. 
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Durch die Darstellung des Säulendiagramms (s. Abb. 22A) konnte festgestellt werden, dass 

sich die am Zelltod beteiligten Gene von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus 

mCMV-infizierten Mäusen kaum in ihrer Expression unterscheiden. Wobei die Genexpression 

von Gzma der CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen um das 170-fache, Gzmb um das 

200-fache und Gzmk um das 244-fache höher war als bei den CD8 Treg Sub III. Dieser 

Unterschied konnte auch bei Prf1 beobachtet werden (CD8 Treg Sub I: 5,3-fach höher als CD8 

Treg Sub III). Diese Darstellung gab jedoch keine Information darüber ob sich diese Gene auch 

signifikant voneinander unterscheiden. Um dies zu klären, wurden die 

RNA-Sequenzierungsdaten in separate Kastengraphiken (s. Abb. 22A) dargestellt. Es konnte 

folgendes beobachtet werden: 

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub I im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- Casp1  [t(2) = 25,46; p < 10-2] 

- Casp3  [t(4) = 30,78; p < 10-5] 

- Gzma  [t(2) = 47,68; p < 10-3] 

- Gzmb  [t(2) = 54,29; p < 10-3] 

- Gzmk  [t(2) = 214,27; p < 10-4] 

- Fasl  [t(4) = 161,52; p < 10-8] 

- Ifng  [t(2) = 8,38; p < 0,05] 

- IL18  [t(4) = 21,47; p < 10-4] 

- Mlkl  [t(2) = 25,45; p < 10-4] 

- Parg  [t(2) = 10,42; p < 10-3] 

- Prf1 [t(4) = 19,57; p < 10-4] 

- Rpk1  [t(4) = 7,71; p < 10-2] 

- Rpk3  [t(4) = 11,57; p < 10-3] 

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub III im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- Socs3  [t(2) = -7,03; p < 0,05].  

Schlussfolgerung: 

In allen vier Hauptkategorien des Zelltods lag die Expression der analysierten Gene von CD8 

Treg Sub III im Vergleich mit den CD8 Treg Sub I signifikant niedriger, außer bei Socs3.  
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4.5.2. Immun-Checkpoint 

Treg können entweder schützend (Regulation der Immunhomöostase) oder suppressiv 

(Inhibierung der Immunantworten bei verschiedenen Krankheiten) wirken. Daher sind 

Immun-Checkpoints (ICs) essenziell für die Aufrechterhaltung der Immunhomöostase, sowie bei 

der Verhinderung von Autoimmunität (Marin-Acevedo et al. 2018). ICs werden von 

T-Lymphozyten exprimiert und sind membranständige Rezeptoren, welche die Immunreaktion 

entweder pro- oder anti-inflammatorisch regulieren (Wykes & Lewin 2018). Diese beiden Wege 

sind notwendig für die Regulierung der Dauer, der Art sowie dem Ausmaß einer Immunantwort 

(Marin-Acevedo et al. 2018). In der vorliegenden Arbeit wurde die Expression verschiedener, an 

ICs beteiligten Gene (kursiv), von CD8 Treg Subpopulationen untersucht. 

Anti-inflammatorische Regulation: Zu den T-Zell assoziierten inhibitorischen Molekülen gehört 

unter anderem das Lymphocyte activation gene 3 (Lag3) Gen. Es spielt bei der negativen 

Regulierung der Zellproliferation und Aktivierung von T-Zellen eine fundamentale Rolle, um 

Gewebeschäden und Autoimmunität zu verhindern (Marin-Acevedo et al. 2018). Der T-Zell 

Immunrezeptor mit Ig- und ITIM Domänen (Tigit) ist Teil der CD28 Familie und auf NK-Zellen 

sowie T-Zellen exprimiert. Tigit übt eine direkte immunsuppressive Wirkung auf diese Zellen aus 

und erhöht dadurch die Ausschüttung immunregulatorischer Zytokine (Marin-Acevedo et al. 

2018). Der V-domain Ig Suppressor der T-Zell Aktivierung (Visir) verhält sich einerseits wie ein 

stimulatorischer Ligand für APCs indem er eine Immunaktivierung auslöst und andererseits als 

ein negativer Ligand für T-Zellen, indem er die Aktivierung und Proliferation sowie die 

Zytokinproduktion supprimiert (Lines et al. 2014). Der B- und T-Zell Attenuator (BTLA) wurde als 

das dritte Mitglied der CD28 Familie entdeckt (Yu et al. 2019).  Der Herpesvirus-Eintrittsmediator 

(HVEM) wurde als spezifischer Ligand für BTLA identifiziert (Wegiel et al. 2008, Marin-Acevedo 

et al. 2018, Yu et al. 2019). Studien zeigten, dass virusspezifische T-Zellen eine sehr hohe 

Expression von BTLA aufweisen (Yu et al. 2019).  Durch die Ligation von BTLA durch sein 

Ligand HVEM, kommt es zu einer Inhibition der B- und T-Zell Aktivierung, Proliferation und 

Zytokinproduktion (Marin-Acevedo et al. 2018, Yu et al. 2019). Um eine Autoimmunität 

vorzubeugen, regulieren zahlreiche Signalwege die Aktivierung von T-Zellen während einer 

Immunantwort, welches als periphere Toleranz bezeichnet wird (Fife & Bluestone 2008, Guo et 

al. 2019). In diesem Teil der Immuntoleranz, regulieren hauptsächlich das 

T-Lymphozyt-assoziierte Antigen 4 (Ctla4) sowie „programmed cell death protein 1“ (pdcd1) die 

Signalwege der ICs. Ctla4 und pdcd1 sind beide Mitglieder der CD28 Familie (Guo et al. 2019). 

Pdcd1 reguliert die T-Zell Aktivierung durch die Bindung an seinen Liganden (pdcd1l1) (Ribas & 
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Wolchok 2018, Guo et al. 2019). Beide Gene inhibieren die T-Zell Proliferation sowie die IFNγ, 

Tnf und IL-2 Produktion (Buchbinder & Desai 2016, Guo et al. 2019).  Das „Glucocorticoid-

induced tumor necrosis factor protein; GITR“ (tnfsf18) ist ein IC, welcher permanent von Treg 

Zellen exprimiert wird (Amoozgar et al. 2021). Durch die Aktivierung seines Liganden wird die 

Zell- und Effektorfunktion erhöht (Amoozgar et al. 2021). Eine GITR-Stimulation in Treg Zellen 

führt zur Instabilität sowie Erschöpfung der Treg Zellen und hemmt die suppressive Funktion der 

Treg (Coe et al. 2010, Amoozgar et al. 2021).  

Pro-inflammatorische Regulation: Im Gegensatz zu der anti-inflammatorischen Regulation, 

welche die Immunreaktion abschwächen, verstärken die pro-inflammatorischen Moleküle die 

Immunreaktion gegen beispielsweise maligne Zellen (Marin-Acevedo et al. 2018). CD134 oder 

OX40 (Tnfrsf4) ist Mitglied der TNF-Familie und wird von CD4 und CD8 T-Zellen, sowie von 

Treg exprimiert (Marin-Acevedo et al. 2018). Es spielt zusammen mit seinem Liganden eine 

essenzielle Rolle bei der Aktivierung, Proliferation und dem Überleben der T-Zellen (Marin-

Acevedo et al. 2018). CD278 oder inducible T cell costiumulator (ICOS) wird spezifisch von CD4 

T-Zellen exprimiert und ist verantwortlich für die Proliferation und Zytokinproduktion dieser 

Zellen. Studien fanden heraus, dass CD287 die Entstehung der CD4 Treg fördert, indem die 

Apoptose in CD4 T-Zellen reduziert wurde (Zheng et al. 2013a).  CD137 (Tnfrsf9) wird von 

T-Zellen, NK-Zellen und APCs exprimiert (Marin-Acevedo et al. 2018). Sobald CD137 an seinen 

Liganden bindet, löst es unmittelbar eine Immunproliferation und Aktivierung von ausschließlich 

NK-Zellen und T-Zellen aus (Marin-Acevedo et al. 2018). CD27 ist Mitglied der TNF-Familie und 

führt durch die Bindung an seinen Liganden zur Aktivierung und Differenzierung von T-Zellen in 

Effektor und Gedächtniszellen, sowie zur Stärkung von B-Zellen (Marin-Acevedo et al. 2018). 

Indoleamine 2,3-dioxygenase (IDO) ist ein Tryptophan abbauendes Enzym, welches Tryptophan 

in Kynurenin umwandelt (Marin-Acevedo et al. 2018). Letzteres fördert die Differenzierung von 

Treg und verringert die Aktivität von CD8 T-Zellen, was zu einem immunsupprimierenden Milieu 

führt (Moon et al. 2015, Marin-Acevedo et al. 2018). CD40 gehört zur TNF-Familie und spielt 

zusammen mit seinem Liganden eine entscheidende Rolle bei verschiedenen immunologischen 

Prozessen, welche sowohl zum humoralen als auch zum zellvermittelten Immunsystem 

beitragen (Tang et al. 2021). CD96 ist Mitglied der Ig-Superfamilie und wird primär von T-Zellen 

exprimiert (Dougall et al. 2017).  CD96 und Tigit wirken zusammen mit dem kostimulatorischen 

Rezeptor CD226 als ko-inhibitorische Rezeptoren (Liu et al. 2020).  



Ergebnisse 

111 
 

4.5.2.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 

Treg Sub I aus naiven Mäusen  

Die Expression der an den ICs beteiligten Genen, wurde zunächst in CD8 Treg Sub I 

mCMV-infizierter und naiver Tiere analysiert (s. Abb. 23). Die Ergebnisse wurden dabei als 

Säulendiagramm (s. Abb. 23A) und Kastengraphiken (s. Abb. 23B) dargestellt. 

 

Abb. 23: Expression der am Immun-Checkpoint beteiligten Genen in CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und 
naiver Mäuse. CD8 Treg Sub I wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, 
gefolgt von einer zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe 
A und D) aus 9 akut infizierten bzw. 30 unbehandelten C57BL/6 Mäusen. (A) Säulendiagramm der an ICs beteiligten 
Gene wurden als Transkript pro Millionen reads [TPM] angegeben. Die Säulen stellen die Mittelwerte der drei 
Proben von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten (rot) und naiven Mäusen (hellgrau) dar, die weißen Kreise 
symbolisieren die Einzelwerte der jeweiligen Proben. (B) Kastengraphiken der an ICs beteiligten Gene zeigt das 1. 
und 3. Quartil, sowie den Median als Transkript pro Millionen reads [TPM] an. Für den Vergleich zweier 
Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 zeigt einen 
statistisch signifikanten Unterschied an, dabei bedeutet * p < 0,05; ** p < 10-2. 
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Durch die Darstellung der Ergebnisse in einem Säulendiagramm (s. Abb. 23A), konnte 

festgestellt werden, dass sich die Genexpressionen von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen nicht voneinander unterscheidet, mit der Ausnahme des 

Gens visir. Die Expression von visir wurde von den CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizieren 

Mäusen um das 2-fache stärker exprimiert als aus naiven Mäusen. Im Gegenzug dazu, konnten 

signifikante Unterschiede zwischen den beiden Gruppen durch die Darstellung der 

Kastengraphiken (s. Abb. 23A) beobachtet werden: 

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen im 

Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- BTLA  [t(4) = -3,38; p < 0,05] 

- CD96  [t(2) = -5,29; p < 0,05]  

- Tnfrsf9  [t(4) = -6,72; p < 10-2]  

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

Mäusen im Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen: 

-  Pdcd1l1  [t(4) = 4,92; p < 10-2] 

- Visir  [t(4) = 13,49; p < 10-3] 

- CD28 [t(4) = 4,36; p < 0,05] 

- CD40  [t(4) = 4,44; p < 0,05]  

- ICOS [t(4) = 6,84; p < 10-2]  

Die restlichen Gene zeigten keinen signifikanten Unterschied. 

 

Schlussfolgerung: 

Es konnten signifikante Unterschiede von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg 

Sub I aus naiven Mäusen beobachtet werden. Dabei exprimierten CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten Mäusen ICs, welche hauptsächlich an einer anti-inflammatorischen 

Regulation beteiligt sind.  
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4.5.2.2. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus 

mCMV-infizierten Mäusen  

Die Expression der an den ICs beteiligten Genen wurde von CD8 Treg Sub I mit 

CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen analysiert (s. Abb. 24). Die Ergebnisse wurden 

dabei als Säulendiagramm (s. Abb. 24A) und Kastengraphiken (s. Abb. 24B) dargestellt. 

Durch die Darstellung des Säulendiagramms (s. Abb. 24A) konnte festgestellt werden, dass 

sich die Gene von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen kaum in 

ihrer Expression unterscheiden. Wobei die Genexpression der CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten Mäusen von CD28 um das 3,6-fache, Lag3 um das 115-fache, Tigit um das 

29-fache und Visir um das 1,4-fache höher als bei den CD8 Treg Sub III lag. Diese Darstellung 

gab jedoch keine Information darüber, ob sich diese Gene auch signifikant voneinander 

unterscheiden. Um dies zu klären, wurden die RNA-Sequenzierungsdaten in separate 

Kastengraphiken (s. Abb. 24B) dargestellt. Es konnte folgendes beobachtet werden: 

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub I im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen:  

- CD28 [t(2) = 18,82; p < 10-2] 

- Ctla4 [t(4) = 6,28; p < 10-2] 

- ICOS [t(2) = 16,43; p < 10-2] 

- Lag3  [t(2) = 83,27; p < 10-3] 

- Pdcd1  [t(2) = 31,12; p < 10-2] 

- Tigit  [t(2) = 19,21; p < 10-2] 

- Vsir  [t(4) = 10,12; p < 10-3]  

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub III im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- BTLA  [t(4) = -7,83; p < 10-2] 

- Pdcd1l1  [t(4) = -4,04; p < 0,05] 

- Tnfrsf4  [t(4) = -19,76; p < 10-4]  

Die restlichen Gene zeigten keinen signifikanten Unterschied. 
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Abb. 24: Expression der am Immun-Checkpoint beteiligten Gene der CD8 Treg Sub I und CD8 Treg Sub III 
aus mCMV-infizierten Mäusen. CD8 Treg Sub I und III wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von 
CD8 T-Zellen gewonnen, gefolgt von einer zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I 
(CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe A) und CD8 Treg Sub III (CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+; Gruppe C) 
aus je 9 akut infizierten C57BL/6 Mäusen. (A) Säulendiagramm der an IC beteiligten Genen wurden als Transkript 
pro Millionen reads [TPM] dargestellt. Die Säulen stellen die Mittelwerte der abgegebenen Proben von CD8 Treg 
Sub I (rot) und CD8 Treg Sub III (rot-weiß gestreift) aus mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen dar, die weißen Kreise 
symbolisieren die Einzelproben der jeweiligen Proben. (B) Kastengraphiken zeigen das 1. und 3. Quartil, sowie den 
Median der jeweiligen Proben als Transkript pro Millionen reads [TPM] an. Für den Vergleich zweier 
Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 zeigt einen 
statistisch signifikanten Unterschied an. * p < 0,05; ** p < 10-2; *** p < 10-3; **** p < 10-4. 
 
 

Schlussfolgerung: 

Es konnten signifikante Unterschiede von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus 

mCMV-infizierten Mäusen beobachtet werden. Dabei exprimierten CD8 Treg Sub I die ICs 

welche hauptsächlich an einer anti-inflammatorischen Regulation beteiligt sind, signifikant 

stärker als CD8 Treg Sub III.  
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4.5.3. Inflammatorische Zytokine und Chemokine  

Zytokine, aber auch Chemokine sind sekretierte Proteine, welche das Zellwachstum, 

Differenzierung, Proliferation aber auch den programmierten Zelltod regulieren können (Borish 

& Steinke 2003). In der vorliegenden Arbeit wurde die Genexpression verschiedener Zytokine 

und Chemokine von CD8 Treg Subpopulationen untersucht (s. Tab. 9). 

Tab. 9: Pro und anti-inflammatorische Zytokin und Chemokin-Regulation. 

 Zytokin/Chemokin Funktion 

Anti-
inflammatorisch 

IL-1R1 
Inhibitor der IL-1α und IL-1β vermittelten 
Zellaktivierung  

IL-4 
Förderung der Entwicklung von Th2 Lymphozyten; 
Wachstum und Differenzierungsfaktor für B-Zellen  

IL-6 
Inhibition der TNF und IL-1 Produktion durch 
Makrophagen 

IL-10 
Inhibition der Zytokinproduktion von 
Monozyten/Makrophagen, Neutrophilen und T-Zellen 

IL-11 
Hemmung der pro-inflammatorische Zytokinantwort 
durch Monozyten/Makrophagen; Förderung der Th2 
Lymphozytenantwort 

IL-13 
Inhibition der Zytokinproduktion von 
Monozyten/Makrophagen 

TGFβ-1 
Suppression der Zytokinproduktion durch Inhibition der 
Makrophagen und Th1 Zellaktivität 

Pro-
inflammatorisch 

IL-2 
Wachstumsfaktor für T-, NK- und B-Zellen; Steigerung 
der zytotoxischen Aktivität von CD8 T-Zellen 

IL-3 
Förderung der Stimulation von Proliferation und 
Differenzierung in Knochenmarkzellen 

IL-5 Ko-Stimulator der T-Zellen  

IL-7/IL-7R 
Stimulation des Wachstums von B- und T-
Lymphozyten 

IL-9 Regulation der Hämatopoese 

IL-12/Ebi3 (IL-35) 
Induktion der IFNγ Produktion von T- und NK-Zellen; 
Aktivierung zytotoxischer T-Zellen 

Chemokine 

CCL3 Beteiligung an Inflammatorischen Prozessen  

CCL4 
Enthalten in zytotoxischen T-Zellen mit geringer 
Perforin Expression  

CCL5 
Bildung von zytotoxischen T-Zellen und Bindung an T-
Zellen  

CCL11 Beteiligung an inflammatorischen Prozessen 

CXCL10 Beteiligung an der Immunantwort 
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4.5.3.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit 

CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen  

Die Zytokin- und Chemokin Expression wurde zunächst in CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und 

naiver Tiere analysiert (s. Abb. 25). Die Ergebnisse wurden dabei als Säulendiagramm           

(s. Abb. 25A) und Kastengraphiken (s. Abb. 25B) dargestellt. 

 

Abb. 25: Zytokin und Chemokin-Expression von CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und naiver Mäuse. CD8 
Treg Sub I wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, gefolgt von einer 
zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe A und D) aus 9 
akut infizierten bzw. 30 unbehandelten C57BL/6 Mäusen. (A) Säulendiagramm der Zytokin und Chemokin 
beteiligten Gene wurden als Transkript pro Millionen reads [TPM] angegeben. Die Säulen stellen die Mittelwerte 
der drei Proben von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten (rot) und naiven Mäusen (hellgrau) dar, die weißen 
Kreise symbolisieren die Einzelwerte der jeweiligen Proben. (B) Kastengraphiken der Zytokin und Chemokin 
beteiligten Gene zeigt das 1. und 3. Quartil, sowie den Median als Transkript pro Millionen reads [TPM] an. Für den 
Vergleich zweier Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 
zeigt einen statistisch signifikanten Unterschied an. Dabei bedeutet * p < 0,05. 
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Durch die Darstellung der Ergebnisse in einem Säulendiagramm (s. Abb. 25A), konnte 

festgestellt werden, dass sich die Genexpressionen der Zytokine und Chemokine von CD8 Treg 

Sub I aus mCMV-infizierten mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen nicht voneinander 

unterscheiden, mit der Ausnahme des Chemokins CCL5. Die Expression von CCL5 wurde von 

den CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizieren Mäusen um das 2-fache stärker exprimiert als aus 

naiven Mäusen. Durch die Darstellung der Kastengraphik (s. Abb. 25B) konnte folgendes 

festgestellt werden: 

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen im 

Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- tgfb1  [t(4) = -4,22; p < 0,05] 

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

Mäusen im Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen: 

- CCL5  [t(2) = 5,90; p < 0,05] 

Die restlichen Gene zeigten keinen signifikanten Unterschied in ihrer Expression. 

  

Schlussfolgerung: 

Die Expression der Zytokine und Chemokine von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten und 

naiven Mäusen unterscheidet sich kaum. CCL5 wurde von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

Mäusen und tgfb1 aus naiven Mäusen signifikant stärker exprimiert.  
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4.5.3.2. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus 

mCMV-infizierten Mäusen  

Die Zytokin- und Chemokin-Expression wurden von CD8 Treg Sub I im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen analysiert (s. Abb. 26). Die Ergebnisse wurden dabei als 

Säulendiagramm (s. Abb. 26A) und Kastengraphiken (s. Abb. 26B) dargestellt. 

Es konnte durch die Darstellung des Säulendiagramms (s. Abb. 26A) beobachtet werden, dass 

sich die Gene von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen kaum in 

ihrer Expression unterscheiden. Wobei die Genexpression von IL7R der CD8 Treg Sub III um 

das 12-fache stärker exprimiert wurden als von den CD8 Treg Sub I. Im Gegenzug dazu lag die 

Expression von CCL5 der CD8 Treg Sub I um das 132-fache höher als bei den CD8 Treg Sub III. 

Durch die Darstellung der Kastengraphiken (s. Abb. 26B) konnte folgendes festgestellt werden:  

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub I im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- Ebi3  [t(4) = 4,55; p < 0,05] 

- IL-2  [t(2) = 4,64; p < 0,05]  

- CCL3  [t(2) = 12,78; p < 10-2] 

- CCL4  [t(2) = 15,52; p < 10-2]  

- CCL5  [t(2) = 60,73; p < 10-3] 

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub III im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- IL7R  [t(2) = -14,23; p < 10-2] 

Die restlichen Gene zeigten keinen signifikanten Unterschied in derer Expression.  
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Abb. 26: Zytokin und Chemokin-Expression von CD8 Treg Sub I und CD8 Treg Sub III. CD8 Treg Sub I und 
III wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, gefolgt von einer 
zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe A) und CD8 Treg 
Sub III (CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+; Gruppe C) aus je 9 akut infizierten C57BL/6 Mäusen. (A) Säulendiagramm 
der Zytokin und Chemokin beteiligten Gene wurden als Transkript pro Millionen reads [TPM] dargestellt. Die Säulen 
stellen die Mittelwerte der abgegebenen Proben von CD8 Treg Sub I (rot) und CD8 Treg Sub III (rot-weiß gestreift) 
aus mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen dar, die weißen Kreise symbolisieren die Einzelproben der jeweiligen 
Proben. (B) Kastengraphiken zeigen das 1. und 3. Quartil, sowie den Median der jeweiligen Proben als Transkript 
pro Millionen reads [TPM] an. Für den Vergleich zweier Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem 
Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 zeigt einen statistisch signifikanten Unterschied an. Dabei 
bedeutet * p < 0,05; ** p < 10-2; *** p < 10-3. 
 

Schlussfolgerung: 

Die Expression der Zytokine und Chemokine von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten und 

naiven Mäusen unterscheidet sich kaum. Es konnte eine signifikante stärkere Expression von 

pro-inflammatorischen Zytokinen wie Ebi3 und IL-2 aber auch von Chemokinen wie CCL3, CCL4 



Ergebnisse 

120 
 

und CCL5 welche an der Produktion zytotoxischer T-Zellen beteiligt sind, von CD8 Treg Sub I 

im Vergleich zu den CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen beobachtet werden. 

4.5.4. Treg Marker und wichtige Regulatoren  

Es wurde zudem in der vorliegenden Arbeit die Expression verschiedener Treg Marker und 

deren wichtigen Regulatoren (kursiv) von CD8 Treg Subpopulationen untersucht.  

Zu den wichtigen Regulatoren gehört unter anderem der Transkriptionsfaktor Eomesodermin 

(Eomes), welcher von Effektor CD8 T-Zellen induziert wird und für die IFNγ Induktion der CD8 

T-Zellen verantwortlich ist. Die Expression von Eomes ist ausreichend um eine Expression von 

beispielsweise Granzym B oder Perforin hervorzurufen (Li et al. 2018b). Ein weiterer wichtiger 

Regulator, ist Helios (Ikzf2), ein Mitglied der Transkriptionsfamilie, welcher in Treg exprimiert 

wird (Serre et al. 2011). Studien haben gezeigt, dass Helios ein spezifischer Marker für Treg ist 

(Serre et al. 2011).  Das „killer cell lectin-like receptor G1“ (KLRG1) ist ein inhibitorischer 

Zelloberflächenrezeptor, welches von NK- und T-Zellen exprimiert wird (Meinicke et al. 2017). 

Es wird zudem als Marker für CD8 T-Zell Erschöpfungen benutzt (Meinicke et al. 2017). CD45 

(Ptprc) wird von allen Leukozyten exprimiert und spielt eine essenzielle Rolle in der 

Zellentwicklung, Aktivierung, Seneszenz sowie der Apoptose (Altin & Sloan 1997). Der 

„interferon regulatory factor 4“ (Irf4) hat seine Hauptfunktion in Lymphozyten in welchem es die 

Entwicklung, Affinitätsreifung und terminale Differenzierung von B-Zellen steuert, sowie eine 

essenzielle Rolle in diversen Effektor T-Zellen spielt (Hagman 2017). IL-34 ist ein Zytokin, das 

die Differenzierung und Viabilität von Monozyten und Makrophagen durch den 

„colony-stimulationg factor-1 receptor“ fördert (Lin et al. 2008). IL-34 ist zudem ein Treg 

spezifisches Zytokin, vermittelt Transplantat-Toleranz und ist an dem suppressiven Potential der 

Treg beteiligt (Bézie et al. 2015).  

4.5.4.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten mit 

CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen  

Die Expression der Treg Marker und seinen wichtigen Regulatoren wurde zunächst in CD8 Treg 

Sub I mCMV-infizierter und naiver Tiere analysiert (s. Abb. 27). Die Ergebnisse wurden dabei 

als Säulendiagramm (s. Abb. 27A) und Kastengraphiken (s. Abb. 27B) dargestellt. 
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Abb. 27: Expression von Treg Marker und wichtigen Regulatoren von CD8 Treg Sub I mCMV-infizierter und 
naiver Mäuse. CD8 Treg Sub I wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, 
gefolgt von einer zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe 
A und D) aus 9 akut infizierten bzw. 30 unbehandelten C57BL/6 Mäusen. (A) Säulendiagramm der Treg Marker 
und wichtigen Regulatoren beteiligten Gene wurden als Transkript pro Millionen reads [TPM] angegeben. Die 
Säulen stellen die Mittelwerte der drei Proben von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten (rot) und naiven Mäusen 
(hellgrau) dar, die weißen Kreise symbolisieren die Einzelwerte der jeweiligen Proben. (B) Kastengraphiken der 
Treg Marker und wichtigen Regulatoren beteiligten Gene zeigt das 1. und 3. Quartil, sowie den Median als 
Transkript pro Millionen reads [TPM] an. Für den Vergleich zweier Versuchsgruppen wurde der p-Wert mit dem 
Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 zeigt einen statistisch signifikanten Unterschied an. Dabei 
bedeutet * p < 0,05; ** p < 10-2; *** p < 10-3; **** p < 10-4. 

 

Durch die Darstellung der Ergebnisse in einem Säulendiagramm (s. Abb. 27A), konnte 

festgestellt werden, dass sich die Genexpressionen der Treg Marker von CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen kaum voneinander unterscheiden, mit 

der Ausnahme von CD8b1 und IL2Rb. Die Expression von CD8b1 wurde von den 

CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizieren Mäusen um das 1,4-fache stärker exprimiert als aus 

naiven Mäusen. Im Gegenzug dazu, wurde IL2Rb um das 1,9-fache von CD8 Treg Sub I aus 

naiven Mäusen stärker als aus mCMV-infizierten Mäusen exprimiert. Unter den wichtigen 

Regulatoren konnte beobachtet werden, dass die Expression von Ptprc um das 1,4-fache stärker 
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von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten als aus naiven Mäusen exprimiert wurde. Durch die 

Darstellung der Kastengraphiken (s. Abb. 27B) konnte folgendes beobachtet werden: 

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen im 

Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- Foxp3  [t(2) = -5,01; p < 0,05] 

- IL2Rb  [t(4) = -12,33; p < 10-3]  

Signifikant höhere Expression folgender Gene von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

Mäusen im Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen 

- CD8b1  [t(4) = 4,07; p < 0,05] 

- IL2Ra  [t(4) = 17,97; p < 10-4] 

- KLRG1  [t(4) = 15,32; p < 10-3] 

- Ptprc  [t(4) = 5,52; p < 10-2]  

Die restlichen Gene zeigten keinen signifikanten Unterschied in ihrer Expression. 

Schlussfolgerung: 

Die Expression der Treg Marker von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten und naiven Mäusen 

unterscheiden sich signifikant voneinander. Es konnte eine signifikant höhere Expression von 

KLRG1 und Ptprc unter den CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen im Vergleich mit 

CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen beobachtet werden.  

4.2.1.1. Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus 

mCMV-infizierten Mäusen  

Die Expression der Treg Marker und seinen wichtigen Regulatoren wurden von CD8 Treg Sub I 

im Vergleich mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen analysiert (s. Abb. 28). Die 

Ergebnisse wurden dabei als Säulendiagramm (s. Abb. 28A) und Kastengraphiken              

(s. Abb. 28B) dargestellt. 
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Abb. 28: Expression von Treg Marker und wichtigen Regulatoren von CD8 Treg Sub I und CD8 Treg Sub III. 
CD8 Treg Sub I und III wurden durch immunomagnetische negativ-Selektion von CD8 T-Zellen gewonnen, gefolgt 
von einer zytofluorometrischen Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; Gruppe A) und 
CD8 Treg Sub III (CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+; Gruppe C) aus je 9 akut infizierten C57BL/6 Mäusen. (A) 
Säulendiagramm der Treg Marker und wichtigen Regulatoren beteiligten Genen wurden als Transkript pro Millionen 
reads [TPM] dargestellt. Die Säulen stellen die Mittelwerte der abgegebenen Proben von CD8 Treg Sub I (rot) und 
CD8 Treg Sub III (rot-weiß gestreift) aus mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen dar, die weißen Kreise symbolisieren 
die Einzelproben der jeweiligen Proben. (B) Kastengraphiken zeigen das 1. und 3. Quartil, sowie den Median der 
jeweiligen Proben als Transkript pro Millionen reads [TPM] an. Für den Vergleich zweier Versuchsgruppen wurde 
der p-Wert mit dem Zweistichproben t-Test bestimmt. Ein p-Wert <0,05 zeigt einen statistisch signifikanten 
Unterschied an. Dabei bedeutet: * p < 0,05; ** p < 10-2; *** p < 10-3; **** p < 10-4. 

 

Es konnte durch die Darstellung des Säulendiagramms (s. Abb. 28A) beobachtet werden, dass 

IL2Rb von CD8 Treg Sub I im Vergleich mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen um 

das 4,3-fache stärker exprimiert wurde. Auch KLRG1 wurde von den CD8 Treg Sub I um das 

209-fache und Ptprc um das 1,2-fache stärker als von den CD8 Treg Sub III exprimiert. Durch 

die Darstellung der Kastengraphiken (s. Abb. 28B) konnte folgendes festgestellt werden:  

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub I im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen:  

- CD8b1  [t(4) = 2,79; p < 0,05] 
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- IL2Ra  [t(4) = 23,75; p < 10-4] 

- IL2Rb  [t(4) = 15,51; p < 10-3] 

- Eomes  [t(4) = 24,13; p < 10-4] 

- Irf4  [t(2) = 18,10; p < 10-2] 

- KLRG1  [t(2) = 29,26; p < 10-2] 

- Ptprc  [t(4) = 3,54; p < 0,05] 

Signifikant höhere Expression folgender Gene der CD8 Treg Sub III im Vergleich mit CD8 Treg 

Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen: 

- Foxp3 [t(4) = -4,06; p < 0,05] 

Schlussfolgerung: 

Die Expression der Treg Marker und wichtigen Regulatoren unterschieden sich im Vergleich von 

CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen signifikant voneinander. 

Wobei die Genexpression von CD8 Treg Sub I aller Gene, bis auf Foxp3, signifikant höher lag 

als bei den CD8 Treg Sub III.  

4.6. Testen des suppressiven Potentials von CD8 Treg Subpopulationen  

Die RNA-Sequenzierungsdaten haben gezeigt, dass es signifikante Unterschiede in der 

Genexpression zwischen den CD8 Treg Subpopulationen I und III gab. Jedoch war damit nicht 

geklärt, ob die verschiedenen CD8 Treg Subpopulationen auch ein suppressives Potential 

aufweisen. Daher wurde deren suppressives Potential, ähnlich wie in Kapitel 4.2, in einem 

Suppression-Assay getestet. Im Gegensatz zu den vorherigen Suppression-Assays wurden die 

Treg (CD8 Treg Sub I: CD8+CD3+CD122+PD1+CD127+; CD8 Treg Sub II: 

CD8+CD3+CD122+PD1-CD127+; CD8 Treg Sub III: CD8+CD3+CD122-PD1-CD127+) aus akut 

infizierten C57BL/6 Mäusen anstelle von DEREG-C57BL/6 Mäusen durch eine Kombination aus 

immunomagnetische und zytofluorometrischer Zellsortierung isoliert, um zu gewährleisten, dass 

der suppressive Effekt der Treg nicht von einem Mausstamm abhängt. Die Unterdrückung der 

Tresp Proliferation nach Zugabe der Treg wurde durchflusszytometrisch analysiert (s. Abb. 29). 

Die Ergebnisse wurden sowohl mit Autoskalierung (s. Abb. 29A), als auch mit normierter 

Skalierung (s. Abb. 29B) dargestellt. 
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Abb. 29: Testen des suppressiven Potentials von CD8 Treg Subpopulationen: Aus akut infizierten C57BL/6 
Mäusen, wurden CD8 Treg Subpopulationen aus einem Pool von Milzzellen isoliert. Dabei wurden CD8 T-Zellen 
durch immunomagenetische negativ-Selektion MagniSort angereichert, gefolgt von einer zytofluorometrischen 
Zellsortierung von CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-), CD8 Treg Sub II 
(CD8+CD3+CD122+PD-1-CD127+) und CD8 Treg Sub III (CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+). Die Unterdrückung der 
Tresp Proliferation wurde in einem Suppression-Assay analysiert. Dabei wurden die CD4 Tresp (CD4+CD25-; grün) 
und CD8 Tresp (CD8+CD122-; blau) aus mCMV-infizierten C57BL/6-Thy1.1. Mäusen isoliert, mit CFSE markiert 
und mit α-CD3ε beladenen DC polyklonal stimuliert. Nach 4-5 Tagen Kokultivierung wurde die Proliferation von 
Tresp zytofluorometrisch durch das Gating auf CD90.1 und CFSE analysiert.  Je eine Messung stellt einen Pool 
aus Quadruplikate dar. Dargestellt sind Negativ- [DC + Tresp] und Positivkontrollen [DC+ α-CD3ε + Tresp]. Die 
Treg wurden zu einer konstanten Tresp Zellzahl in abnehmenden Konzentrationen titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. 
In (A) sind die Ergebnisse mittels Autoskalierung, in (B) mittels normierter Skalierung dargestellt 
(Skalierungseinstellung wurde in hellblau unterhalb der Abbildung geschrieben). Die Zahlen in den Graphiken 
zeigen die jeweils erfassten Gesamtzellzahlen aus den Kulturen an. Wirken die Treg stark suppressiv auf die Tresp 
so wurde dies mit einem „+++“, einem „++“ für suppressiv und einem „+/-ˮ für weniger suppressiv vermerkt. 
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Durch die Autoskalierung (s. Abb. 29A) war zu erkennen, dass CD8 Treg Sub I die CD4 Tresp 

unterdrückten, da bei einer 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD4 Treg], die Zellen kaum proliferierten, 

im Vergleich zu einer abnehmenden Konzentration von CD8 Treg Sub I. Hingegen, konnte 

festgestellt werden, dass CD8 Treg Sub I kaum einen suppressiven Effekt auf die CD8 Tresp 

ausüben konnten. Dies wurde auch für CD8 Treg Sub II und III beobachtet, wobei CD8 Treg 

Sub II die CD4 Tresp sogar stärker supprimierten als die CD8 Treg Sub I.  Durch die normierte 

Skalierung (s. Abb. 29B) wurde der suppressive Effekt der CD8 Treg Sub I-III noch deutlicher. 

Es konnte bei den CD8 Treg Sub I festgestellt werden, dass unter den CD4 Tresp einer 1:1 

Konzentration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub I] eine Zellzahl von ca. 40.000 erfasst wurde, während 

diese bei einer 1:0,1 Konzentration zu einer Zellzahl von ca. 75.000, und somit um das 1,9-fache, 

expandierte. Dies konnte auch für die CD8 Treg Sub III beobachtet werden, in welchem die 

Zellzahl im Vergleich zu einer 1:1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub III; ca. 13.000] mit einer 

1:0,1 Titration [CD4 Tresp:CD8 Treg Sub III; ca. 30.000] um das 2,3-fache anstieg. Die 

Expansion konnte jedoch nicht unter den CD8 Treg Sub II beobachtet werden [1:1 Titration: ca. 

27.000; 1:0,1 Titration: ca. 35.000]. Obwohl der suppressive Effekt der CD8 Treg 

Subpopulationen gering erschien, expandierte die Zahl der Tresp nach Zugabe der CD8 Treg 

Sub I zu den CD8 Tresp um das 1,6-fache [1:1 Titration ca. 111.500; 1:0,1 Titration ca. 176.000] 

und um das 1,5-fache nach Zugabe der CD8 Treg Sub III zu den CD8 Tresp [1:1 Titration ca. 

110.000; 1:0,1 Titration ca. 166.000]. 

 

Schlussfolgerung: 

Alle drei CD8 Treg Subpopulationen (I-III) zeigten ein starkes suppressives Potential gegenüber 

den CD4 Tresp. Der suppressive Effekt unter den CD8 Tresp konnte nur anhand der Zellzahlen 

festgestellt werden. 

4.7. Adoptiver Transfer der Treg  

Nachdem durch die in vitro Versuche das suppressive Potential von CD4 und CD8 Treg 

bewiesen worden war, war zu klären, ob der suppressive Effekt der Treg auch in vivo zu 

beobachten ist. Der AT (s. 3.6.5) ist ein Verfahren, mit dem die Wirkung der CD4 und CD8 Treg 

auf die Immunkontrolle einer mCMV-Infektion in vivo getestet werden kann. Frühere Studien 

unserer Arbeitsgruppe haben gezeigt, dass immunsupprimierte Donoren vor dem tödlichen 

Verlauf einer mCMV-Infektion gerettet werden können, indem schützende CD8 Effektorzellen 

entweder durch ex-vivo isolierte mCMV-angereicherte CD8 T-Zellen oder durch in vitro 

generierte mCMV-Peptid-spezifische CTLL transferiert wurden (Holtappels et al. 2013). Die 
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Kontrolle einer mCMV-Infektion, hängt dabei von einer Reihe verschiedener Parameter ab, wie 

z.B. von dem schützenden Potential der CD8 Effektorzellen sowie die Anzahl an transferierten 

Zellen.  

Um zu klären, wie hoch die Anzahl an ex-vivo isolierten CD8 T-Zellen sein muss, um einen 

Schutz vor einer mCMV-Infektion zu vermitteln, wurden in der vorliegenden Arbeit aus einem 

Gesamtpool von Milzen mCMV-infizierter C57BL/6 Mäusen (1 Woche p.i.) die CD8 T-Zellen 

mCMV-infizierter Donoren via positiv-Selektion MACS (s. 3.3.2.1) isoliert und auf verschiedene 

Konzentrationen eingestellt (s. Tab. 10). Die Rezipienten (C57BL/6 Mäuse) wurden 24 Stunden 

vor dem AT mit 7,5Gy bestrahlt (s. 3.6.1), sodass eine Immunsuppression gewährleistet ist. Am 

Tag des ATs wurde den Rezipienten Mäusen verschiedene Konzentrationen der CD8-T-Zellen 

transferiert (i.v.) und die Mäuse mit der Virusmutante mCMV-∆m157 infiziert (i.f.). (s. Tab. 10). 

Tab. 10: Gruppen des Transfers von CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren. 

Gruppen 
mCMV-m157 
2x105 pfu i.f. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoren 
Tierzahlen 

gestorben 
Tag 10 

gestorben 
Tag 11 

A + - 7 2 1 

B + 103 5 1 1 

C + 104 5   

D + 105 5   

E + 106 5 2  

 

11 Tage nach dem Transfer, wenn die immunsupprimierten AT-Rezipienten welche keine CD8 

T-Zellen erhalten haben (Gruppe A; s. Tab. 10), der mCMV-Infektion erlagen, wurden Milz, 

Lunge und Leber der Tiere isoliert und in Kryogefäße bei -80°C eingefroren. Anschließend wurde 

eine Virustiterbestimmung in den Organhomogenaten (s. 3.2.2.2) mittels Plaque-Assay ermittelt. 

Zusätzlich wurden die mCMV-spezifischen Zellen in der Leber immunhistologisch quantifiziert 

(s. 3.5.3.). Die Ergebnisse sind in Abb. 30 dargestellt.  
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Abb. 30: Adoptiv transferierte CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren. Eine Woche nach mCMV-Infektion (i.p.) 
von vier C57BL/6 CD8 T-Zell-Donor Mäusen, wurden CD8 T-Zellen via positiv-Selektion MACS isoliert und i.v. in 
steigenden Konzentrationen (103, 104, 105 und 106) in 27 C57BL/6 AT Rezipienten Mäusen transferiert, welche ein 
Tag vor Transfer mit 7,5Gy bestrahlt und intraplantar mit mCMV-∆m157 2x105 PFU infiziert worden waren. Als 
Kontrolle dienten bestrahlte und mit mCMV-∆m157 infizierte Rezipienten ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø). (A) Die 
Virustiter in Milz, Lunge und Leber wurden mittels Plaque-Assay bestimmt. (B) Die Zahl infizierter Zellen wurden in 
der Leber (pro 10mm2) mittels IE1-spezifischen Antikörper durch immunhistologische Färbung ermittelt. Die 
Ergebnisse repräsentieren die Einzeltiterbestimmungen am Tag 11 nach Infektion (schwarze Punkte). Der Median 
ist als horizontaler Balken dargestellt und die gestrichelte horizontale Linie stellt das Detektionslimit des ATs dar.  
 

Die Virustiter (s. Abb. 30A) in den Kontrollgruppen (Ø) von Milz, Lunge und Leber wiesen wie 

erwartet einen sehr hohen Virustiter von 2-3x105 (5-6 log10) PFU pro Organ auf. Es war zu 

beobachten, dass der Virustiter nach Zugabe von 1x103 CD8 T-Zellen bereits um das 1,1-fache 

in der Milz, Lunge und Leber, im Vergleich zur Kontrollgruppe gesunken ist. Nach einem Transfer 

von 1x104 CD8 T-Zellen sank der Virustiter in der Milz sogar um das 1,5-fache im Vergleich zur 

Kontrollgruppe. Dies konnte jedoch nicht in der Lunge und Leber beobachtet werden. Der 

Virustiter sank bei einer 1x105 CD8 T-Zellkonzentration in der Milz um das 2,4-fache, in der 

Lunge um das 1,7-fache und in der Leber um das 1,5-fache, im Vergleich zur Kontrollgruppe. 

Nach einem Transfer mit der höchsten Konzentration von 1x106 CD8 T-Zellen lagen die 

Virustiter minimal über dem Detektionslimit bei 3x102 (2,4 log10) PFU pro Organ in der Milz, in 

der Lunge bei 6,7x102 (2,9 log10) PFU pro Organ und bei 5,1x103 (3,3 log10) PFU pro Organ in 

der Leber. Diese Beobachtungen konnten auch durch den immunhistologischen Nachweis 
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mCMV-spezifischen Zellen pro Leber (s. Abb. 30B) nachgewiesen werden. Die Zahl der 

infizierten Zellen lag bei einem Transfer von 1x106 Zellen am niedrigsten (Mittelwert: 2,3x101 

(1,19 log10)). Die Zahl der CD3 positiven Zellen pro 10mm2 in der Leber expandierte im Vergleich 

zur Kontrollgruppe (Mittelwert: 3,2x102 (2,3 log10)) durch einen Transfer von 1x103 (Mittelwert: 

5,1x102 (2,7 log10)) und 1x104 (Mittelwert: 1x103 (3 log10)) CD8 T-Zellen. Im Gegenzug dazu, 

sank die Zahl der CD3 positiven Zellen nach einem Transfer von 1x105 CD8 T-Zellen (Mittelwert: 

6,2x102 (2,8 log10)) und erreichte nach einem Transfer von 1x106 CD8 T-Zellen (Mittelwert: 

2,9x102 (2,5 log10)) eine naheliegenden Wert an CD3 positiven Zellen wie in der Kontrollgruppe.  

Schlussfolgerung: 

Es besteht ein Schutz vor einer mCMV-Infektion nach einem AT, ab einer Konzentration von 

1x105 CD8 T-Zellen in allen drei Organen. Obwohl der Schutz bei einem Transfer von 1x106 

CD8 T-Zellen höher ist, wurden für alle Folgeexperimente ausschließlich 1x105 CD8 T-Zellen 

mCMV-infizierter Donoren transferriert, um zu gewährleisten, dass die Treg die schützenden 

CD8 T-Zellen noch supprimieren können.  

4.7.1. Transfer von CD4 und CD8 Treg  

Die vorherigen Daten haben gezeigt, dass durch den Zelltransfer von 1x105 CD8 T-Zellen eine 

mCMV-Infektion kontrolliert werden kann. Diese Beobachtung belegt bereits existierende 

Studien (Steffens et al. 1998, Simon et al. 2006, Holtappels et al. 2013). Studien postulieren, 

dass eine 10-fach höhere Zahl an Treg verabreicht werden muss um die schützenden CD8 

T-Zellen supprimieren zu können (Moskophidis et al. 1992, Wolf et al. 2005). Da es in der 

vorliegenden Arbeit nicht sicher war, ob die Treg auch in vivo ein suppressives Potential 

aufweisen, wurde eine höhere und/oder niedrigere Treg Konzentration als die schützenden 

CD8 T-Zellen den Mäusen transferiert. 

4.7.1.1. Transfer von CD4 Treg  

4.7.1.1.1. Transfer von 5x105 CD4 Treg  

Um das suppressive Potential der CD4 Treg in vivo testen zu können, wurden aus einem 

Gesamtpool von Milzen aus mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen (1 Woche p.i.) die CD8 T-Zellen 

via positiv-Selektion MACS (s. 3.3.2.1) isoliert und auf einer Konzentration von 1x105 eingestellt. 

Die CD4 T-Zellen der mCMV-infizierten Treg Donoren (DEREG-C57BL/6 Mäuse) wurden aus 

einem Gesamtpool von Milzen mittels negativ-Selektion MagniSort (s. 3.3.3) isoliert und 
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zytofluorometrisch sortiert (CD4+CD25+GFP+). Die CD4 Treg wurden auf einer Zellzahl von 

5x105 eingestellt. Die C57BL/6 Rezipienten Mäuse wurden 24 Stunden vor dem AT mit 7,5Gy 

bestrahlt (s. 3.6.5), sodass eine Immunsuppression gewährleistet ist. Am Tag des ATs wurden 

die Rezipienten Mäuse mit 1x105 CD8-T-Zellen sowie mit 5x105 CD4 Treg transferiert (i.v.) 

(s. Tab. 11). Zusätzlich dazu, wurden die Rezipienten mit der Virusmutante mCMV-∆m157 

infiziert (i.f.).  

Tab. 11: Gruppen des Transfers von CD4 Treg und CD8 T-Zellen. 

Gruppen 
mCMV-m157 
2x105 pfu i.f. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoren 
CD4 Treg Tierzahlen 

gestorben 
Tag 9 

A + - - 7  

B + 1x105 - 5  

C + - 5x105 4  

D + 1x105 5x105 4 1 

 

11 Tage nach dem Transfer, als die immunsupprimierten AT-Rezipienten welche keine 

schützenden CD8 T-Zellen erhalten haben (Gruppe A; s. Tab. 11), der mCMV-Infektion erlagen, 

wurden Milz, Lunge und Leber pro Maus isoliert. Dabei wurden die Virustiter der 

Organhomogenate mittells Plaque-Assay (s. 3.2.2.2) bestimmt, sowie die mCMV-spezifischen 

Zellen pro Leber immunhistologisch nachgeweisen (s. 3.5.3). Die Ergebnisse des ATs sind in 

Abb. 31 dargestellt.  

Es war zu beobachten, dass die Virustiter in den Kontrollgruppen (Ø) von Milz, Lunge und Leber 

wie erwartet einen relativ hohen Virustiter von Mittelwerten zwischen 2,5 – 3x105 (5-6,5 log10) 

PFU pro Organ aufwiesen (s. Abb. 31A). Die Daten haben zudem gezeigt, dass nach einem 

Transfer von 1x105 CD8 T-Zellen in der Milz, Lunge und Leber ein Schutz vor der 

mCMV-Infektion vorliegt, welches die Daten der vorherigen Ergebnisse (s. Abb. 30A) 

bestätigten. Bei einem Transfer von 5x105 CD4 Treg war kein schützender Effekt zu erwarten, 

sondern ein ähnlicher Virustiter wie in den jeweiligen Kontrollgruppen. Diese Erwartung hat sich 

in allen drei Organen bestätigt. Bei einem Ko-Transfer von 5x105 CD4 Treg und 1x105 CD8 T-

Zellen war zu erwarten, dass die CD4 Treg die CD8 T-Zellen supprimieren und somit der 

schützende Effekt durch die CD8 T-Zellen reduziert wird. Dies hätte in einem höheren Virustiter, 

im Vergleich zur Gruppe nach Transfer von 1x105 CD8 T-Zellen alleine, resultieren sollen. Dies 

konnte jedoch in Milz, Lunge und Leber nicht beobachtet werden, denn die Virustiter blieben im 

Vergleich zu den 1x105 transferierten CD8 T-Zellen nahezu unverändert. Diese Beobachtungen 
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konnten auch durch den immunhistologischen Nachweis mCMV-spezifischer Zellen in der Leber 

(s. Abb. 31B) nachgewiesen werden. Die Zahl der infizierten Zellen pro 10mm2 in der Leber lag 

am höchsten in der Kontrollgruppe, sowie nach einem Transfer von 5x105 CD4 Treg. Im 

Gegenzug dazu, konnte für die transferierten Gruppen 1x105 CD8 T-Zellen und der Kombination 

aus 5x105 CD4 Treg mit 1x105 CD8 T-Zellen kaum infizierte Zellen detektiert werden. Dagegen 

lag die Zahl der CD3 positiven Zellen pro 10mm2 der Leber in der Kontrollgruppe und nach der 

transferierten Zellzahl von 5x105 CD4 Treg bei Mittelwerten zwischen 3-4x102 (2,45 log10), 

während diese in den Gruppen von 1x105 CD8 T-Zellen und der Kombination aus 5x105 CD4 

Treg mit 1x105 CD8 T-Zellen bei einem Mittelwert von 1,1x103 (3,05 log10) lag. 

 

Abb. 31: Testen des suppressiven Potentials von 5x105 CD4 Treg in einem AT. Eine Woche nach einer mCMV-
Infektion (i.p.) von drei C57BL/6 CD8 T-Zell-Donor Mäusen, wurden mCMV-spezifische CD8 T-Zellen via positiv-
Selektion MACS isoliert und i.v. mit einer Konzentration von 1x105 CD8 T-Zellen den 20 DEREG-C57BL/6 AT 
Rezipienten Mäusen transferiert, welche einen Tag vor Transfer mit 7,5Gy bestrahlt und intraplantar mit 
mCMV-∆m157 2x105 PFU infiziert wurden. Gleichzeitig wurden aus 8 akut mCMV-infizierten DEREG-C57BL/6 
Mäusen die CD4 Treg aus einem Pool von Gesamtmilzen immunomagnetisch via negativ-Selektion MagniSort 
isoliert und zytofluorometrisch sortiert (CD4+CD25+GFP+). Die CD4 Treg wurden den Rezipienten Mäusen mit einer 
Konzentration von 5x105 i.v. transferiert. Als Kontrolle dienten bestrahlte und mit mCMV-∆m157 infizierte 
Rezipienten ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø). (A) Die Virustiter in Milz, Lunge und Leber wurden mittels Plaque-Assay 
bestimmt. (B) Die Zahl infizierter Zellen wurden in der Leber (pro 10mm2) mittels IE1-spezifischer Immunhistologie 
ermittelt. Die Ergebnisse repräsentieren die Einzeltiterbestimmungen am Tag 11 nach Infektion (schwarze Punkte). 
Der Median ist als horizontaler Balken dargestellt und die gestrichelte horizontale Linie stellt das Detektionslimit 
des ATs dar. 



Ergebnisse 

132 
 

Schlussfolgerung:  

CD4 Treg konnten mit 5x105 transferierten Zellen die CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren 

mit einer Konzentration von 1x105 nicht supprimieren.  

4.7.1.1.2. Transfer von 9x105 CD4 Treg  

Aufgrund der vorherigen Beobachtung sollte im Folgeversuch das 10-fache an CD4 Treg im 

Vergleich zu den CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren in einem AT eingesetzt werden, um 

den postulierenden suppressiven Effekt der CD4 Treg zeigen zu können. Aufgrund einer zu 

geringen CD4 Treg Zellzahl nach der durchflusszytometrischen Zellsortierungen konnte nur ein 

Ko-Transfer von 9x105 CD4 Treg, anstelle von 1x106 CD4 Treg, und 9x104 CD8 T-Zellen 

(Verhältnis: 10:1) den Rezipienten Mäusen transferiert werden (s.  Tab. 12). Der Versuchsablauf 

war ansonsten identisch wie das in Kapitel 4.7.1.1.1 beschriebene Experiment.  

Tab. 12: Gruppen des Transfers von CD4 Treg und CD8 T-Zellen.  

Gruppen 
mCMV-m157 
2x105 pfu i.f. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoren 
CD4 Treg Tierzahlen 

A + - - 8 

B + 9x104 - 9 

C + 9x104 9x105 3 

 

Die Ergebnisse diesen ATs sind in Abb. 32 dargestellt. Es war zu beobachten, dass die Virustiter 

in den Kontrollgruppen (Ø) von Milz, Lunge und Leber, wie auch schon in den vorherigen 

Versuchen, bei Mittelwerten von ca. 1,3x105 – 1,2x106 (4,8-6 log10) PFU pro Organ lagen. 

(s. Abb. 32A). Der Transfer von 9x104 CD8 T-Zellen zeigt wie in den voran gegangen 

Experimenten einen deutlich positiven Effekt vor einer mCMV-Infektion. Eine Kombination von 

9x105 CD4 Treg und 9x104 CD8 T-Zellen konnte den Schutz durch die CD8 T-Zellen in Milz und 

Lunge nicht aufheben. In der Leber war hingegen eine Reduktion des Schutzes durch die CD4 

Treg zu beobachten; die Virustiter stiegen im Median um den Faktor 1,3 an.  

Diese Beobachtungen konnten jedoch nicht durch den immunhistologischen Nachweis 

mCMV-spezifischer Zellen in der Leber (s. Abb. 32B) nachgewiesen werden. Die Zahl der 

infizierten Zellen pro 10mm2 in der Leber lag am höchsten in der Kontrollgruppe; in den beiden 

Transfergruppen waren kaum infizierte Zellen nachweisbar. Dagegen lag der Mittelwert der CD3 

positiven Zellen pro 10mm2 in der Leber in der Kontrollgruppe und transferierten CD8 T-Zellen 
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alleine bei 2,3x102 (2,4 log10). In der Gruppe des Ko-Transfers von 9x105 CD4 Treg und 9x104 

stieg der Mittelwert der CD3 positiven Zellen pro 10mm2 in der Leber um das 1,3-fache im 

Vergleich zu den anderen beiden Gruppen an (3,2x102 (2,5 log10)).  

 

Abb. 32: Testen des suppressiven Potentials von 9x105 CD4 Treg in einem AT. Eine Woche nach einer mCMV-
Infektion (i.p.) von drei C57BL/6 CD8 T-Zell-Donor Mäusen, wurden mCMV-spezifische CD8 T-Zellen via positiv-
Selektion MACS isoliert und i.v. mit einer Konzentration von 9x104 CD8 T-Zellen den 20 DEREG-C57BL/6 AT 
Rezipienten Mäusen transferiert, welche einen Tag vor dem Transfer mit 7,5Gy bestrahlt und intraplantar mit 
mCMV-∆m157 2x105 PFU infiziert worden waren. Gleichzeitig wurden aus 8 akut mCMV-infizierten DEREG-
C57BL/6 Mäusen die CD4 Treg aus einem Pool von Gesamtmilzen immunomagnetisch via negativ-Selektion 
MagniSort isoliert und zytofluorometrisch sortiert (CD4+CD25+GFP+). Die CD4 Treg wurden den Rezipienten 
Mäusen mit einer Konzentration von 9x105 i.v. transferiert. Als Kontrolle dienten bestrahlte und mit mCMV-∆m157 
infizierte Rezipienten ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø). (A) Die Virustiter in Milz, Lunge und Leber wurden mittels 
Plaque-Assay bestimmt. (B) Die Zahl infizierter Zellen wurden in der Leber (pro 10mm2) mittels IE1-spezifischer 
Immunhistologie ermittelt. Die Ergebnisse repräsentieren die Einzeltiterbestimmungen am Tag 11 nach Infektion 
(schwarze Punkte). Der Median ist als horizontaler Balken dargestellt und die gestrichelte horizontale Linie stellt 
das Detektionslimit des ATs dar. 

 

Schlussfolgerung: 

CD4 Treg konnten mit 9x105 transferierten Zellen die CD8 T-Zellen mCMV-infizierter Donoren 

mit einer Konzentration von 9x104 organspezifisch (nur Leber) supprimieren. Die Suppression 

durch CD4 Treg konnte jedoch nicht histologisch nachgewiesen werden.  
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4.7.1.2. Transfer von CD8 Treg 

Die vorherigen Daten haben gezeigt, dass es notwendig war, das 10-fache an CD4 Treg im 

Vergleich zu den schützenden CD8 T-Zellen zu transferieren, um einen organspezifischen 

suppressiven Effekt der CD4 Treg erkennen zu können. Es sollte deshalb in der vorliegenden 

Arbeit geklärt werden, ob CD8 Treg in vivo in der Lage sind die CD8 T-Zellen zu supprimieren. 

Retrospektive Analysen haben gezeigt, dass die transferierten CD8 Treg folgenden Phänotyps: 

CD8+CD3+CD122+PD-1+/-CD127- (Sub I+IV) in Abb. 33 und Abb. 34 getestet wurden. In           

Abb. 35 wurden den Mäusen CD8 Treg Sub I (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-) transferiert.  

4.7.1.2.1. Transfer von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV  

Um das suppressive Potential der CD8 Treg Sub I+IV in vivo testen zu können, wurde zunächst 

die 5-fache Menge an CD8 Treg Sub I+IV im Vergleich zu den CD8 T-Zellen transferiert. Dabei 

wurden aus einem Gesamtpool von Milzen aus mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen 

(1 Woche p.i.) die CD8 T-Zellen via positiv-Selektion MACS (s. 3.3.2.1) isoliert und auf einer 

Konzentration von 1x105 eingestellt. Die CD8 T-Zellen aus mCMV-infizierten Donoren wurden 

aus einem Gesamtpool von Milzen aus DEREG-C57BL/6 Mäusen (1 Woche p.i.) mittels 

negativ-Selektion MagniSort (s. 3.3.3) isoliert, zytofluorometrisch sortiert 

(CD8+CD3+CD122+PD-1+/-CD127-) und auf einer Zellzahl von 5x105 eingestellt. Die Rezipienten 

(C57BL/6 Mäuse) wurden 24 Stunden vor dem AT mit 7,5Gy bestrahlt (s. 3.6.1.), sodass eine 

Immunsuppression gewährleistet ist. Am Tag des ATs wurden die Rezipienten mit den 

CD8 T-Zellen sowie mit den CD8 Treg Sub I+IV transferiert (i.v.) (s. Tab. 13). Zusätzlich dazu, 

wurden die Rezipienten mit der Virusmutante mCMV-∆m157 infiziert (i.f.).  

Tab. 13: Gruppen der transferierten CD8 Treg Sub I+IV und CD8 T-Zellkonzentration. 

Gruppen 
mCMV-m157 
2x105 pfu i.f. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoren 

CD8 Treg 
Sub I+IV 

Tierzahlen 
gestorben 

Tag 8 

A + - - 7 2 

B + 1x105 - 5 1 

C + - 5x105 4 2 

D + 1x105 5x105 4 1 

 

9 Tage nach dem Transfer, als die immunsupprimierten AT-Rezipienten die keine CD8 T-Zellen 

erhalten haben (Gruppe A; s. Tab. 13), der mCMV-Infektion erlagen, wurden Milz, Lunge und 

Leber der Mäuse isoliert und die Virustiterbestimmung in den Organhomogenaten (s. 3.2.2.2) 
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mittels Plaque-Assays ermittelt. Zusätzlich dazu wurden die mCMV-spezifischen Zellen in der 

Leber immunhistologisch nachgeweisen (s. 3.5.3). Die Ergebnisse des ATs sind in Abb. 33 

dargestellt.  

 

Abb. 33: Testen des suppressiven Potentials von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV in einem AT. Eine Woche nach 
einer mCMV-Infektion (i.p.) von drei C57BL/6 CD8 T-Zell-Donor Mäusen, wurden CD8 T-Zellen via positiv-Selektion 
MACS isoliert und i.v. mit einer Konzentration von 1x105 CD8 T-Zellen den 20 DEREG-C57BL/6 AT Rezipienten 
Mäusen transferiert, welche ein Tag vor Transfer mit 7,5Gy bestrahlt und intraplantar mit mCMV-∆m157 2x105 PFU 
infiziert worden waren. Gleichzeitig wurden aus 8 akut mCMV-infizierten DEREG-C57BL/6 Mäusen die CD8 Treg 
Sub I+IV aus einem Pool von Gesamtmilzen immunomagnetisch via negativ-Selektion MagniSort isoliert, mit 
Antikörpern markiert und zytofluorometrisch sortiert (CD8+CD3+CD122+PD-1+/-CD127-). Die CD8 Treg Sub I+IV 
wurden den Rezipienten Mäusen mit einer Konzentration von 5x105 i.v. transferiert. Als Kontrolle dienten bestrahlte 
und mit mCMV-∆m157 infizierte Rezipienten ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø). (A) Die Virustiter in Milz, Lunge und 
Leber wurden mittels Plaque-Assay bestimmt. (B) Die Zahl infizierter Zellen wurden in der Leber (pro 10mm2) mittels 
IE1-spezifischen Antikörper, immunhistologisch ermittelt. Die Ergebnisse repräsentieren die 
Einzeltiterbestimmungen am Tag 9 nach Infektion (schwarze Punkte). Die Mäuse, die schon am 8. Tag verstorben 
sind, sind als rote Punkte dargestellt. Der Median ist als horizontaler Balken dargestellt und die gestrichelte 
horizontale Linie stellte das Detektionslimit des ATs dar.  
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Es konnte beobachtet werden, dass die Virustiter in den Kontrollgruppen aufgrund der fehlenden 

CD8 T-Zellen in allen drei Organen, wie auch in den vorherigen ATs mit CD4 Treg, zwischen 

Mittelwerten von 2,6x104 – 6,5x105 (4,4-5,7 log10) PFU pro Organ lagen (s. Abb. 33A). 

Vergleichsweise konnte gezeigt werden, dass durch den Transfer von 1x105 CD8 T-Zellen, die 

Rezipienten Mäuse vor einer mCMV-Infektion, aufgrund des niedrigen Virustiters in Milz und 

Lunge, geschützt waren. Dies konnte jedoch nicht in der Leber beobachtet werden. Es wurde 

erwartet, dass die 5x105 CD8 Treg Sub I+IV transferierten Zellen alleine nicht vor einer 

mCMV-Infektion schützen und somit einen ähnlichen Virustiter wie die Kontrollgruppe 

aufweisen. Dies konnte in der Lunge und Leber, jedoch nicht in der Milz beobachtet werden. Bei 

einem Ko-Transfer von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV und 1x105 CD8 T-Zellen wurde erwartet, dass 

die CD8 Treg Sub I+IV den Schutz der CD8 T-Zellen unterdrücken und somit einen ähnelnden 

Virustiter wie in der Kontrollgruppe aufweisen. Dies konnte jedoch in keinem der drei Organe 

festgestellt werden. Diese Beobachtung bestätigte sich auch histologisch (s. Abb. 33B). Die 

Zahl der CD3-positiven Zellen pro 10mm2 in der Leber war in der Kontrollgruppe gering 

(Mittelwert: 1,4x102 (2,1 log10)); in der Gruppe der transferierten CD8 Treg Sub I+IV alleine, lag 

die Zahl der CD3-positiven Zellen pro 10mm2 in der Leber bei einem Mittelwert von 4,5x102 (2,6 

log10). In der Gruppe des Ko-Transfers von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV und 1x105 CD8 T-Zellen 

konnten kaum infizierte Zellen in der Leber, im Vergleich zu den anderen Gruppen, gezählt 

werden.  

Schlussfolgerung: 

CD8 Treg Sub I+IV konnten mit 5x105 transferierten Zellen die schützenden CD8 T-Zellen nicht 

supprimieren. 

4.7.1.2.2. Transfer von 9x105 CD8 Treg Sub I+IV  

Aufgrund der vorherigen Ergebnisse des CD4 Treg Transfers und den Beobachtungen nach 

einem Zelltransfer von 5x105 CD8 Treg Sub I+IV, sollte in dem Folgeversuch das 10-fache an 

CD8 Treg Sub I+IV relativ zu den schützenden CD8 T-Zellen in einem AT eingesetzt werden. In 

Folge der zu geringen Zellzahl an CD8 Treg Sub I+IV nach der durchflusszytometrischen 

Zellsortierung konnte nur das 9-fache an CD8 Treg Sub I+IV transferiert werden. Der Ablauf 

dieses Versuches war ansonsten identisch wie zum vorherigen Versuch (s. Tab. 14). 
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Tab. 14: Gruppen des Transfers von CD8 Treg Sub I+IV und CD8 T-Zellkonzentrationen. 

Gruppen 
mCMV-m157 
2x105 pfu i.f. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoren 

CD8 Treg 
Sub I+IV 

Tierzahlen 

A + - - 7 

B + 1x105 - 5 

C + - 9x105 4 

D + 1x105 9x105 4 

 

Die Ergebnisse sind in Abb. 34 dargestellt. Es war zu beobachten, dass die Virustiter           

(s. Abb. 34A) in den Kontrollgruppen (Ø) von Milz, Lunge und Leber, wie auch schon in den 

vorherigen Versuchen relativ hoch lagen (Mittelwerte: 1,5x106 – 3,2x107 (5,3-7,1 log10)) PFU pro 

Organ. Wie auch in den früheren Versuchen konnte beobachtet werden, dass 1x105 CD8 

T-Zellen einen deutlich positiven Effekt nach einer mCMV-Infektion aufweisen. Im Vergleich zum 

Transfer von CD8 Treg Sub I+IV des vorherigen ATs (s. Abb. 33A) konnte durch den alleinigen 

Transfer von 9x105 CD8 Treg Sub I+IV kein ähnelnder Virustiter wie in der Kontrolle beobachtet 

werden, sondern einen noch niedrigeren Titer als die schützenden CD8 T-Zellen in Milz, Lunge 

und Leber. Auch nach einem Ko-Transfer aus 9x105 CD8 Treg Sub I+IV und 1x105 CD8 T-Zellen 

konnte kein suppressiver Effekt der CD8 Treg Sub I+IV festgestellt werden.  

Diese Beobachtung wurde auch histologisch nachgewiesen (s. Abb. 34B). Die Zahl der 

infizierten Zellen in der Leber war in der Kontrollgruppe hoch (Mittelwert: 1,7x103 (3 log10)); 

jedoch waren kaum infizierte Zellen in den Transfergruppen von CD8 Treg Sub I+IV alleine und 

des Ko-Transfers von CD8 T-Zellen und CD8 Treg Sub I+IV zählbar. Hingegen lag die Zahl der 

CD3-positiven Zellen pro 10mm2 in der Leber in der Kontrollgruppe bei einem Mittelwert von 

9,7x102 (2,7 log10) und bei den anderen Transfergruppen bei einem Mittelwert von ca. 1x103 

(3 log10). 
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Abb. 34: Testen des suppressiven Potentials von 9x105 CD8 Treg Sub I+IV in einem AT. Eine Woche nach 
einer mCMV-Infektion (i.p.) von drei C57BL/6 CD8 T-Zell -Donor Mäusen, wurden mCMV-spezifische CD8 T-Zellen 
via positiv-Selektion MACS isoliert und i.v. mit einer Konzentration von 1x105 CD8 T-Zellen den 20 DEREG-
C57BL/6 AT Rezipienten Mäusen transferiert, welche mit 7,5Gy bestrahlt wurden und intraplantar mit mCMV-
∆m157 2x105 PFU infiziert wurden. Gleichzeitig wurden aus 8 akut mCMV-infizierten DEREG-C57BL/6 Mäusen die 
CD8 Treg Sub I+IV aus einem Pool von Gesamtmilzen immunomagnetisch via negativ-Selektion MagniSort isoliert, 
mit Antikörpern markiert und zytofluorometrisch sortiert (CD8+CD3+CD122+PD-1+/-CD127-). Die CD8 Treg Sub I+IV 
wurden den Rezipienten Mäusen mit einer Konzentration von 9x105 i.v. transferiert. Als Kontrolle dienten bestrahlte 
und mit mCMV-∆m157 infizierte Rezipienten ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø). (A) Die Virustiter in Milz, Lunge und 
Leber wurden mittels Plaque-Assay bestimmt. (B) Die Zahl infizierter Zellen wurden in der Leber (pro 10mm2) mittels 
IE1-spezifischer Immunhistologie ermittelt. Die Ergebnisse repräsentieren die Einzeltiterbestimmungen am Tag 12 
nach Infektion (schwarze Punkte). Aufgrund geringer Zellzahl erhielt eine Maus die Hälfte der ursprünglich 
transferierten Zellzahlen (5x104 CD8 T-Zellen; 5x105 CD8 Treg Sub I+IV) (weiße Punkte). Der Median ist als 
horizontaler Balken dargestellt und die gestrichelte horizontale Linie stellt den Schwellenwert dar. 

 

Schlussfolgerung: 

CD8 Treg Sub I+IV konnten mit 9x105 transferierten Zellen die CD8 T-Zellen mCMV-infizierter 

Donoren mit einer Konzentration von 1x105 nicht supprimieren. Hingegen schützen die CD8 

Treg Sub I+IV nach einem alleinigen Transfer mindestens so gut wie CD8 T-Zellen. 
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4.7.1.2.3. Transfer von 5x104 CD8 Treg Sub I  

Im vorherigen Experiment konnte beobachtet werden, das CD8 Treg Sub I+IV bei einer 

Konzentration von 9x105 vor einer mCMV-Infektion ebenso schützen wie bei einer Konzentration 

von 1x105 CD8 T-Zellen. Dadurch stellte sich die Frage, ob im Gegensatz zu den CD4 Treg, 

weniger CD8 Treg als CD8 T-Zellen transferiert werden müssen, um einen suppressiven Effekt 

erkennen zu können. In einer AT Kinetik (s. Anhang Abb. A15) konnte gezeigt werden, dass bei 

einem Transfer mit 2-fach weniger CD8 Treg Sub I als CD8 T-Zellen (2:1), die CD8 Treg Sub I 

in der Lage sind, die schützenden CD8 T-Zellen zu supprimieren. Aus diesem Grund wurde ein 

Folgeversuch mit 5x104 CD8 Treg Sub I wiederholt. In diesem Teil der vorliegenden Arbeit wurde 

der AT mit CD8 Treg Sub I durchgeführt. Zusätzlich dazu, wurden C56BL/6 Mäuse anstelle von 

DEREG-C56BL/6 als Treg Donoren benutzt, um zu gewährleisten, dass die Suppression 

unabhänig von dem verwendeten Mausstamm ist. Dazu wurden aus mCMV-infizierten C57BL/6 

Mäusen aus einem Gesamtpool von Milzen (1 Woche p.i.) die CD8 T-Zellen via positiv-Selektion 

MACS (s. 3.3.2.1) isoliert und auf einer Konzentration von 1x105 pro Maus eingestellt. Die CD8 

Treg Sub I wurden aus akut infizierten C57BL/6 Mäusen aus einem Gesamtpool von Milzen 

mittels negativ-Selektion MagniSort (s. 3.3.3) isoliert, zytofluorometrisch sortiert 

(CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-) und auf einer Zellzahl von 5x104 eingestellt. Die Rezipienten 

Mäuse wurden 24 Stunden vor dem AT mit 7,5Gy bestrahlt (s. 3.6.1), sodass eine 

Immunsuppression gewährleistet ist. Am Tag des ATs wurden den Rezipienten Mäusen CD8 

T-Zellen in einer Konzentration von 1x105 und 5x104 CD8 Treg Sub I transferiert (i.v.)             

(s. Tab. 15). Zusätzlich dazu, wurden die Rezipienten mit der Virusmutante mCMV-∆m157 

infiziert (i.f.).  

Tab. 15: Gruppen des Transfers von CD8 Treg Sub I und CD8 T-Zellkonzentrationen. 

Gruppen 
mCMV-m157 
2x105 pfu i.f. 

CD8 T-Zellen 
mCMV-infizierter 

Donoeren 

CD8 Treg 
Sub I 

Tierzahlen 
gestorben  

Tag 11 

A + - - 14 3 

B + 1x105 - 12 1 

C + - 5x104 12  

D + 1x105 5x104 12  

 

11 Tage nach dem Transfer, als die immunsupprimierten AT-Rezipienten welche keine CD8 

T-Zellen erhalten haben (Gruppe A; s. Tab. 15), der mCMV-Infektion erlagen, wurden Milz, 

Lunge und Leber pro Maus isoliert. Die Virustiterbestimmung in den Organhomogenaten wurde 
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mittels Plaque-Assays (s. 3.2.2.2) ermittelt. Zusätzlich dazu wurden die mCMV-spezifischen 

Zellen pro Leber immunhistologisch nachgeweisen (s. 3.5.3). Die Ergebnisse des ATs sind in 

Abb. 35 dargestellt.  

 

Abb. 35: Testen des suppressiven Potentials von 5x104 CD8 Treg Sub I in einem AT. Eine Woche nach einer 
mCMV-Infektion (i.p.) von vier C57BL/6 CD8 T-Zell-Donor Mäusen, wurden CD8 T-Zellen via positiv-Selektion 
MACS isoliert und i.v. mit einer Konzentration von 5x104 CD8 T-Zellen den 50 C57BL/6 AT Rezipienten Mäusen 
transferiert, welche einen Tag vor Transfer mit 7,5Gy bestrahlt und intraplantar mit mCMV-∆m157 2x105 PFU 
infiziert worden waren. Gleichzeitig wurden aus 10 akut mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen die CD8 Treg Sub I 
aus einem Pool von Gesamtmilzen immunomagnetisch via negativ-Selektion MagniSort isoliert, mit Antikörpern 
markiert und zytofluorometrisch sortiert (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-). Die CD8 Treg Sub I wurden den 
Rezipienten Mäusen mit einer Konzentration von 5x104 i.v. transferiert. Als Kontrolle dienten bestrahlte und mit 
mCMV-∆m157 infizierte Rezipienten ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø). (A) Die Virustiter in Milz, Lunge und Leber 
wurden mittels Plaque-Assay bestimmt. (B) Die Zahl infizierter Zellen wurden in der Leber (pro 10mm2) mittels IE1-
spezifischer Immunhistologie ermittelt. Die Ergebnisse repräsentieren die Einzeltiterbestimmungen am Tag 11 nach 
Infektion (schwarze Punkte). Die Mäuse, die am Tag des AT Abbruchs schon tot waren, wurden als roten Punkte 
dargestellt. Der Median ist als horizontaler Balken dargestellt und die gestrichelte horizontale Linie stellt das 
Detektionslimit des ATs dar.  
 

Es war zu beobachten, dass die Virustiter (s. Abb. 35A) in den Kontrollgruppen (Ø) von Milz, 

Lunge und Leber, wie erwartet bei Mittelwerten von 4x105 – 1x107 (5,3-6,8 log10) PFU pro Organ 

lag. Der Transfer von 1x105 CD8 T-Zellen schützt vor einer mCMV-Infektion. Im Vergleich zu 
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den Transfer von CD8 Treg Sub I+IV der früheren ATs, (s. Abb. 33A und Abb. 34A) konnte 

durch den alleinigen Transfer von 5x104 CD8 Treg Sub I ein 1,6-facher Anstieg des Medians im 

Vergleich zu den CD8 T-Zellen in der Milz beobachtet werden. Dies konnte nicht in der Lunge 

und Leber festgestellt werden. Nach einem Ko-Transfer aus 5x104 CD8 Treg Sub I und 1x105 

CD8 T-Zellen konnte ein suppressiver Effekt der CD8 Treg Sub I in der Milz festgestellt werden, 

da der Median um ein 1,4-faches, im Vergleich zu den schützenden CD8 T-Zellen, expandierte. 

Dies konnte jedoch nicht in der Lunge und Leber erkannt werden.  

Die Daten bestätigten sich immunhistologisch (s. Abb. 35B). Während kaum infizierte Zellen in 

den transferierten Gruppen, bis auf der Kontrollgruppe, gezählt werden konnten, lag die Zahl 

der CD3-positiven Zellen pro 10mm2 in allen drei transferierten Gruppen bei einem Mittelwert 

von 1,7x102 (2,2 log10). 

 

Schlussfolgerung: 

CD8 Treg Sub I konnten mit 5x104 transferierten Zellen die CD8 T-Zellen mit einer Konzentration 

von 1x105 organspezifisch (nur Milz) supprimieren. Hingegen schützen CD8 Treg Sub I nach 

einem alleinigen Transfer und als Ko-Transfer mit CD8 T-Zellen mindestens so gut wie bei einem 

alleinigen Transfer von CD8 T-Zellen in Lunge und Leber.  
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5. DISKUSSION 

5.1. CD8 Treg und CD8 Treg Subpopulationen sind suppressiv in vitro 

Treg sind essenziell für die Aufrechterhaltung der Immunhomöostase und können eine Vielzahl 

von physiologischen und pathologischen Immunantworten supprimieren (Sakaguchi et al. 2009). 

Da Defekte der Treg Funktionen zahlreichen immunvermittelten Krankheiten zu Grunde liegen, 

besteht großes Interesse, die Funktion von Treg zu verstehen, um ihre therapeutischen 

Funktionen verbessern zu können (McMurchy & Levings 2012). Während die angeborene und 

adaptive Immunität durch CD4 Treg moduliert werden kann, gibt es bislang nur wenige Studien 

darüber, ob und inwieweit CD8 Treg ein suppressives Potential aufweisen. Die Bestimmung der 

Aktivität der Treg in vitro ist somit der erste Schritt, um die Funktionen der Treg analysieren zu 

können (Collison & Vignali 2011).  

Bereits bekannt war, dass CD4 Treg unter anderem die Aktivierung, Proliferation und 

Zytokinproduktion von CD4+- und CD8+ T-Zellen unterdrücken. Mit Hilfe des in vitro 

Suppression-Assays konnte in der vorliegen Arbeit erstmals gezeigt werden, dass CD8 Treg 

Sub I+IV aus mCMV-infizierten und aus naiven Mäusen mindestens so suppressiv sind wie CD4 

Treg (s. Abb. 13; Abb. 14; Abb. 15). Dabei hängt die Stärke der Suppression vom Tresp zu 

Treg Verhältnis ab. Dies war vor allem unter den CD8 Treg Sub I+IV aus naiven Mäusen zu 

erkennen (s. Abb. 15). Obwohl retrospektive Analysen gezeigt haben, dass in den Suppression-

Assays CD8 Treg Sub I+IV (CD8+CD122+PD-1+/-CD127-) anstelle der erwünschten CD8 Treg 

Population (CD8 Treg Sub I): CD8+CD122+PD-1+CD127- getestet wurden, konnten frühere 

Daten aus unserer Arbeitsgruppe auch das suppressive Potential der CD8 Treg Sub I 

nachweisen. Obgleich Studien besagen, dass nur durch den PD-1 Marker die CD8+CD122+ 

Zellen ihre regulatorischen Fähigkeiten erhalten (Dai et al. 2010), konnte in der vorliegenden 

Arbeit gezeigt werden, dass obwohl der Anteil an PD-1 unter den CD8+CD122+ Zellen aus 

infizierten und naiven Mäusen ca. 50% PD-1+ bzw. PD-1- beträgt, die CD8 Treg Sub I+IV ein 

suppressives Potential aufwiesen (s. Abb. 15). Dies konnte interessanterweise auch durch 

einen Suppression-Assay der CD8 Treg Subpopulationen aus mCMV-infizierten Mäusen gezeigt 

werden, denn die PD-1 negativen CD8 Treg Sub II (CD8+CD122+PD-1-CD127+), hatten ein 

mindestens genauso suppressives Potential gegenüber der CD4 Tresp Proliferation wie CD8 

Treg Sub I (s. Abb. 29). Selbst die CD8 Treg Sub III (CD8+CD122-PD-1-CD127+) zeigten ein 

suppressives Potential gegenüber den CD4 Tresp, wodurch sich die Frage stellt, welcher der 
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Marker nun für den suppressiven Effekt verantwortlich ist. Dieser Fragestellung muss in der 

Zukunft noch nachgegangen werden.  

Es konnte stets gezeigt werden, dass CD4 und CD8 Treg Sub I, II, III und I+IV die CD4 Tresp 

stärker als die CD8 Tresp supprimieren. Auffällig war jedoch, dass die Zellzahlen unter den CD8 

Tresp deutlich niedriger lagen als unter den CD4 Tresp. Eine mögliche Erklärung könnte sein, 

dass die CD8 Tresp die Nachweisgrenze von CFSE, welche bereits nach acht Zellzyklen erreicht 

ist, sehr viel schneller erreichen als CD4 Tresp. Somit besitzen CD8 Tresp eine erheblich höhere 

Proliferationsrate, die im Rahmen der durchflusszytometrischen Analysen nicht mehr gemessen 

werden konnte (Lyons 2000). Obwohl die Proliferation der CD8 Tresp einen Tag (Tag 4 der 

Kokultur) vor den CD4 Tresp gemessen wurde, sollte für die Zukunft ein noch früherer Zeitpunkt 

gewählt werden, um getrennte Proliferationsstufen zu erkennen. Des Weiteren konnten CD8 

Treg Sub I+IV aus naiven Mäusen nur während einer 1:1 Titration [Tresp:Treg] die CD4 Tresp 

unterdrücken, jedoch aber nicht die CD8 Tresp im Gegenzug zu CD8 Treg Sub I+IV aus mCMV-

infizierten Mäusen (s. Abb. 13 und Abb. 15). Hingegen konnten CD4 Treg aus naiven Mäusen 

die CD8 Tresp stärker supprimieren als CD4 Treg aus infizierten Mäusen (s. Abb. 13 und          

Abb. 14). Eine mCMV-Infektion beeinflusst demnach das suppressive Potential der CD4 und 

CD8 Treg Sub I+IV in vitro.  

Studien berichten, dass durch die Bedingungen des Suppression-Assays die Suppression von 

APCs ein Hauptmechanismus der Treg Funktionen darstellt (Shevach 2009, McMurchy & 

Levings 2012). Um sicherzustellen, dass in der vorliegenden Arbeit die Treg ausschließlich die 

Tresp supprimieren, sollte dieser Assay nochmals in Abwesenheit von APCs mit 

bead-gekoppelten oder Platten-gebundenen α-CD28 Antikörper durchgeführt werden, sodass 

die Tresp die einzigen Zielzellen der Treg sind (Shevach 2009).  

Es muss bei den Daten berücksichtigt werden, dass neben den Tresp zu Treg Titrationen keine 

parallele Titration von Zellen, die keine Treg sind, (mit derselben Behandlung wie Treg) zu den 

Tresp titriert wurden. Laut Studien ist dies ist jedoch essenziell, um aufzuklären ob der 

suppressive Effekt der Treg ausschließlich durch Zelltod aufgrund von Überfunktion durch deren 

zytotoxischen Funktion verursacht wurde (Sakaguchi et al. 2009, Shevach 2009, McMurchy & 

Levings 2012). In Zukunft sollte der Suppression-Assay außerdem in Gegenwart und 

Abwesenheit von IL-2 gemessen werden, um die Viabilität der Zellen zu bestätigen, da Treg 

anfällig für Zelltod sind (Taams et al. 2001). Daten aus unserem Labor zeigten zudem, dass CD8 

Treg – aber nicht CD4 Treg – zytolytisch aktiv sind.  
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In der vorliegenden Arbeit wurden CFSE markierte Tresp eingesetzt, um die Unterdrückung der 

Proliferation durch Zugabe der Treg durchflusszytometrisch zu messen. Die CFSE Markierung 

der Tresp ermöglicht eine separate Analyse von Tresp und Treg. Es ermöglicht aber auch 

Analysen zur Proliferation z.B. der Expression von Zelloberflächenmarkern oder 

Zytokinproduktion von proliferierenden oder nicht-proliferierenden Zellen (Crome et al. 2010, 

McMurchy & Levings 2012). Die prozentuale Suppressionrate der Zellen, die sich mindestens 

einmal geteilt haben, wird automatisch mittels der durchflusszytometrischen Software als Graph 

dargestellt. Dabei wird der Anteil an Zellen bestimmt, die sich mindestens einmal geteilt haben 

(mit der Ausnahme des rechten Peaks = ungeteilte Zellen). Dieses Verfahren berücksichtigt 

jedoch nicht, dass Tresp mehrfache Zellteilungen durchlaufen können, wodurch kleine Peaks 

schwer zu erkennen sind (McMurchy & Levings 2012). Daher ist eine geringe Anzahl von Tresp 

überpräsentiert, welches automatisch den Anschein vermittelt, dass die suppressive Fähigkeit 

der Treg verringert ist (McMurchy & Levings 2012). Dies ist u.a. in Experiment 1 zu erkennen, 

in welchem das suppressive Potential der CD8 Treg Sub I+IV auf die CD8 Tresp getestet wurde 

(s. Abb. 13). Wären alle Peaks ersichtlich, könnte eine präzisere Aussage über den 

suppressiven Effekt der Treg getroffen werden. Aus diesem Grund, sollte in Zukunft 

durchflusszytometrische Softwareprogramme für die CFSE basierte Suppression verwendet 

werden, um beispielsweise den Proliferations- oder Teilungsindex zu berechnen (McMurchy & 

Levings 2012). Dadurch kann eine genaue Aussage darüber getroffen werden, wie hoch der 

prozentuale Anteil an Tresp und Treg in der Kokulturen ist.   

Die verwendete Methode des in vitro Suppression-Assays, basiert auf der Beschreibung nach 

Mayer und Kollegen (Mayer & Sparwasser 2014). In der Publikation wurde Ethidiumbromid 

(EMA) und Propidiumiodid (PI) benutzt, um lebende von toten Zellen zu unterscheiden (Mayer 

& Sparwasser 2014). Aufgrund der Inkompatibilität der Substanzen mit dem, in der vorliegenden 

Arbeit zur Verfügung stehenden Durchflusszytometer, konnten diese Farbstoffe nicht verwendet 

werden. Daher wurden die Zellen lediglich über ihre Größe und Granularität gemessen, um 

lebende und tote Zellen voneinander zu unterscheiden. Tote Zellen haben eine geringere FSC-

Streuung, sowie eine höhere SSC-Streuung als lebende Zellen. Dadurch konnte in der 

vorliegenden Arbeit ein Gate nur um die lebenden Zellen mit Hilfe der Software des 

Durchflusszytometers erstellt werden, wodurch die toten Zellen in den Analysen vermieden 

werden konnten. Dadurch stellt es eine gleichwertige Methode im Vergleich zur Färbung mit 

EMA und PI dar. Problematisch ist jedoch, dass durch das Entstehen von Zellcluster die 

Wahrscheinlichkeit von Fehlern und falsch-positiven Ergebnissen erhöht wird. Um eine 

präzisere Darstellung der lebenden und toten Zellen zu erhalten, könnte in der Zukunft das 
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„Zombie NIR Kit“ von BioLegend benutzt werden. Es ist ein aminreaktiver und wasserlöslicher 

Fluoreszenzfarbstoff, welcher eine rote Fluoreszenz bereitstellt und sich somit für eine 

Mehrfarbenerkennung eignet. Diverse Publikationen berichteten von den positiven 

Eigenschaften dieses Kits im Vergleich zu EMA und PI, da die Handhabung toxischer 

Chemikalien nicht notwendig ist (Pinder et al. 2017, García Nores et al. 2018, Kilens et al. 2018, 

Wang et al. 2018). Zusätzlich dazu kann eine Aussage darüber getroffen werden, wie hoch der 

prozentuale Anteil an lebenden im Vergleich zu toten Zellen ist.  

5.2. Suppressive Mechanismen der CD8 Treg 

Durch den Suppression-Assay konnte zwar gezeigt werden, dass die Treg ein suppressives 

Potential in vitro aufweisen, doch konnte diese Methode nicht darüber Aufschluss geben, welche 

molekularen Mechanismen für den suppressiven Effekt verantwortlich sind. Dies ist jedoch 

essenziell ist um zu verstehen, welche Mechanismen zur Erhaltung der Selbsttoleranz und 

Immunhomöostase durch Treg beitragen (Sakaguchi et al. 2009). Zudem kann damit geklärt 

werden, welcher Mechanismus ein geeignetes Ziel für die effektive Kontrolle von 

Immunantworten via Treg ist (Sakaguchi et al. 2009). Verschiedene Studien beschrieben eine 

Reihe von Regulationsmechanismen die durch Treg vermittelt werden (Sun et al. 1988, Zhang 

et al. 1993, Poussier et al. 2002, Endharti et al. 2005, Probst et al. 2005, Pandiyan et al. 2007, 

Bézie et al. 2018, Vieyra-Lobato et al. 2018), worauf die Analyse der suppressiven Mechanismen 

von CD4 und CD8 Treg in der vorliegenden Arbeit basierte.  

a) Direkter Tod der Zielzelle 

b) Negative Signalisierung durch CTLA-4 durch die Interaktion mit APCs oder FasL 

c) Freisetzung von immunsuppressiven Zytokinen wie IL-10, IL-2, TGFβ-1, IL-34 und INFγ  

5.2.1. CTLA-4 Expression von CD4 und CD8 Treg  

Aufgrund der beschriebenen Regulationsmechanismen der Treg, war es in der vorliegenden 

Arbeit essenziell, zunächst die Oberflächenexpression von CD8 Treg im Vergleich mit CD4 Treg 

zu analysieren. Dabei wurde das Augenmerk im Rahmen dieser Arbeit auf die CD8 Treg Sub I 

(CD8+CD122+PD-1+CD127-) gelegt, da diese Zellpopulation im Mittelpunkt der Analysen stand.  

Die Daten haben wie erwartet gezeigt, dass CD4 Treg CTLA-4, jedoch nicht CD28 oder FasL 

exprimierten (s. Abb. 17). Bereits bekannt ist, dass CTLA-4 durch eine Aktivierung von T-Zellen, 

sowie von CD4 Treg konstitutiv exprimiert wird. Dadurch kommt diesem Oberflächenmarker eine  
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Schlüsselrolle bei der Treg vermittelten Suppression zu (Shevach 2009, Qureshi et al. 2011, Ha 

et al. 2019). In früheren Studien wurde bezüglich der Modifikationen in der APC Funktion 

berichtet, dass aktivierte CD4 Treg die Hochregulation erschweren oder die Expression von 

CD80/CD86 herunterregulieren (Linsley et al. 1994, Sakaguchi et al. 2009). Beides scheint von 

der Expression von CTLA-4 abhängig zu sein (Zhao et al. 2006, Sakaguchi et al. 2009). Das 

CTLA-4 Homolog CD28 vermittelt sowohl eine IL-2 Produktion als auch eine T-Zellproliferation, 

welche durch CTLA-4 wiederum inhibiert werden (Chambers et al. 1999, Brunner-Weinzierl et 

al. 2004, Pentcheva-Hoang et al. 2004, Hebel et al. 2013). Interessanterweise konnte im 

fortgeschrittenen Differenzierungszustand von CMV-spezifischen T-Zellen eine mangelnde 

Expression der kostimulatorischen Rezeptoren CD27 und CD28 festgestellt werden, obwohl 

diese ansonsten konstituierend auf naiven T-Zellen exprimiert sind (Appay et al. 2002, van den 

Berg et al. 2019). Dies ist wohl der Grund dafür, warum CD4 und CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten Mäusen CD28 nicht exprimieren (s. Abb. 17). Es wurde postuliert, dass eine 

CD4 Treg vermittelte Proliferationsunterdrückung durch anti-CTLA-4 in vitro rückgängig 

gemacht werden könnte, doch diese Wirkung konnte nicht in allen Studien beobachtet werden 

(Thornton et al. 2004). Es konnte gezeigt werden, dass eine CD4 Treg Defizienz in vivo ausreicht 

um unteranderem diverse Tumore auszulösen (Wing et al. 2008). Da CD4 Treg die Aktivierung 

und Expansion inflammatorischer T-Zellen unterdrücken, ist die Funktion von CTLA-4 

entscheidend (Hebel et al. 2013). Die Bindung von CTLA-4 der Treg mit CD80/86 induziert die 

Reaktion der CD80 und CD86 Expression dendritischer Zellen, wodurch kaum CD28 Signale 

möglich sind (Qureshi et al. 2011, Ha et al. 2019). Die Expression von CTLA-4 der CD4 Treg ist 

zudem von großer Bedeutung in vivo, da sie nur so regulatorisch wirken können (Wing et al. 

2008, Kolar et al. 2009, Hebel et al. 2013).  

Die Daten der vorliegenden Arbeit konnten zudem zeigen, dass CD8 Treg Sub I ebenfalls 

CTLA-4, wenn auch weniger stark als die CD4 Treg, exprimierten (s. Abb. 17).  Ähnlich wie auch 

bei den CD4 Treg konnte kaum eine Expression von CD28 oder FasL unter den CD8 Treg 

beobachtet werden (s. Abb. 17). Interessanterweise zeigte jedoch eine Studie, dass CD8 

T-Zellen generell stärker CTLA-4 exprimieren als CD4 T-Zellen (Pandiyan et al. 2007). Yu und 

seine Kollegen konnten zeigen, dass CTLA-4 nach einer T-Zellaktivierung vor einer Regulation 

einer verstärkten Antitumorimmunität schützen soll (Yu et al. 2012). Dementsprechend schützen 

vor allem CD8 Treg vor Antitumorimmunität. Generell bedeutet eine Expression von CTLA-4 

durch CD8 Treg Sub I, dass die Produktion von IL-2, IL-2R Expression und die Zell-Zyklus-

Progredienz  aktivierter T-Lymphozyten inhibiert werden (Walunas et al. 1996). Ein weiterer 

suppressiver Mechanismus von CTLA-4 durch CD8 Treg Sub I ist, dass Tyrosin-unabhängige 
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Signale durch eine Membranproximale-Region der zytoplasmatischen Domäne von CTLA-4 

vermittelt werden können, welche die T-Zellaktivierung unmittelbar hemmen (Cinek et al. 2000).  

Des Weiteren wurde beschrieben, dass die Ligation von Fas mit FasL unmittelbar Apoptose 

initiiert und für die Aufrechterhaltung der Immunhomöostase essenziell ist (Volpe et al. 2016). 

Dieser Mechanismus wird unter anderem von CD8 Treg verwendet, um Effektor T-Zellen durch 

gezielte Zytotoxizität zu töten (Vieyra-Lobato et al. 2018). Studien berichten, dass die 

Oberflächenexpression von FasL nur durch eine Stimulation des T-Zellrezeptors mit einem 

Antigen wie beispielsweise α-TCR/CD3 induziert wird, wobei CD4+ T-Zellen nach der 

Stimulation, im Vergleich zu den CD8+ T-Zellen, eine sehr schwache Expression von FasL 

aufweisen (Suda et al. 1995, Oberg et al. 1997, Janssen et al. 2000b, Janssen et al. 2000a). Es 

ist demnach essenziell die Expression von FasL der Treg mit einem geeigneten Stimulus zu 

wiederholen, um definitiv ausschließen zu können, dass weder CD4 noch CD8 Treg Sub I FasL 

exprimieren.  

Zusammenfassend zeigen die Daten der vorliegenden Arbeit zeigen, dass CTLA-4 von CD4 und 

CD8 Treg Sub I in der Akutphase der mCMV-Infektion exprimiert wurde. In weiteren 

Experimenten könnten zusätzlich dazu die Interaktion von CD28, CTLA-4 und FasL mit den Treg 

evaluiert werden. Dazu sollte zudem eine getrennte Analyse der CD8 Treg Subpopulationen 

durchgeführt werden, um Unterschiede in der Expression zwischen den CD8 Treg 

Subpopulationen erkennen zu können. 

5.2.2. Zytokinsekretion von CD4 und CD8 Treg 

Es gibt generell mehrere Methoden, um die Produktion von Zytokinen zu ermitteln – wie 

beispielsweise die Zytokin Expression auf mRNA Ebene, die Proteinsynthese von Zytokinen 

sowie die Sekretion von Zytokinen (Mosmann & Fong 1989, Openshaw et al. 1995, Carter & 

Swain 1997, Finkelman & Morris 1999). Limitationen dieser Techniken sind jedoch, dass die 

Expression von Zytokinen auf mRNA-Ebene mit den Mengen der Zytokinprotein-Produktion 

eventuell nicht im gleichen Ausmaß korreliert, oder aber die zelluläre Zytokinprotein-Produktion 

nicht im gleichen Ausmaß mit der Zytokinsekretion korreliert (Finkelman & Morris 1999). Des 

Weiteren liegt die Zytokinproduktion immunisierter Tiere unter den nachweisbaren 

Detektionslimit, wodurch es essenziell ist die Immunzellen in vitro mit einem Antigen zu 

restimulieren, um ihre Zytokinproduktion nachweislich bestätigen zu können (Fujihashi et al. 

1993, Openshaw et al. 1995, Finkelman & Morris 1999). Auch in der vorliegenden Arbeit wurden 

die Tresp mit einem α-CD3ε Antikörper polyklonal stimuliert, es kann somit nicht sicher gesagt 
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werden, ob die getestete Zytokinsekretion mit der Zytokinproduktion in vivo korreliert (Finkelman 

& Morris 1999). 

Für die Freisetzung von pro- und anti-inflammatorischen Zytokinen der Treg wie IL-10, IL-2, 

TGFβ-1, IL-34 und INFγ wurden die Überstände der Suppression-Assay Kulturen aus 

mCMV-infizierten und naiven Mäusen am zweiten, vierten und fünften Tag gesammelt und 

durchflusszytometrisch analysiert. Wie bereits erwähnt, stellte sich durch retrospektive Analysen 

heraus, dass nicht CD8 Treg Sub I sondern CD8 Treg Sub I+IV (CD8+CD122+PD-1+/-CD127-) in 

den Suppression-Assays eingegangen sind. Es konnte dabei festgestellt werden, dass CD4 

Treg sowohl aus mCMV-infizierten als auch aus naiven Mäusen die Sekretion von IFNγ, IL-2, 

IL-10 und IL-34 durch stimulierte Tresp supprimieren konnten (s. Abb. 18 und Abb. 19). Dass 

die Sekretion dieser Zytokine von CD4 Treg supprimiert werden, wurde bereits von mehreren 

Studien bestätigt (Thornton & Shevach 1998, Aandahl et al. 2004, Zhao et al. 2006, Shevach 

2009, Li et al. 2010, Schmidt et al. 2012). Im Gegenzug zu den CD4 Treg, konnten CD8 Treg 

Sub I+IV aus mCMV-infizierten Mäusen die Sekretion von ausschließlich INFγ, IL-2 und IL-10 

durch stimulierte CD4 Tresp, nicht jedoch durch CD8 Tresp, supprimieren (s. Abb. 18). 

CD8 Treg Sub I+IV aus naiven Mäusen konnten die getesteten Zytokine durch stimulierte CD4 

Tresp, nicht jedoch von CD8 Tresp, von IL-2, IL-10 und TGFβ-1 minimal supprimieren.         

(s. Abb. 19). Eine mCMV-Infektion beeinflusst demnach auch die Freisetzung von Zytokinen in 

vitro. 

Bereits frühere Studien berichteten darüber, dass die Sekretion von IL-10 durch CD8 Treg als 

Hauptmechanismus für deren suppressiven Effekt verantwortlich sein soll (Endharti et al. 2005, 

Rifa'i et al. 2008, Dai et al. 2010, Li et al. 2014b). Eine Studie von Endharti und Kollegen konnte 

sogar das erste Mal zeigen, dass CD8 Treg die IFNγ Produktion von CD8+ T-Zellen durch die 

Produktion von IL-10 in vitro unterdrücken können, wobei CD8 Treg in seiner Studie als 

CD8+CD122+ definiert waren (Endharti et al. 2005). CD8 Treg die IL-10 produzieren, sollen 

zudem die Proliferation von CD4 positiven Th1 und Th2-Zellen supprimieren (Hisatsune et al. 

1992, Inoue et al. 1993, Vieyra-Lobato et al. 2018). Zusätzlich dazu, kann IL-10 die Aktivität von 

zytotoxischen T-Lymphozyten durch die Reduktion der MHC-I Expression in den Zielzellen 

supprimieren (Filaci et al. 2004, Vieyra-Lobato et al. 2018). IL-2 könnte an der Bildung und 

Funktion von CD8 Treg beteiligt sein, denn es konnte gezeigt werden, dass IL-2 die Funktion 

von gedächtnisähnlichen autoregulatorischen CD8 Treg (definiert als CD8+CD122+) in 

autoimmunen diabetischen NOD-Mäusen verbessern, sowie ihre Entwicklung durch die 

Induktion von CD4 Treg unterdrücken kann (Shameli et al. 2013, Li et al. 2014b). Dai und 
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Kollegen konnten unter anderem zeigen, dass die Verabreichung von IL-2 die Suppression von 

CD8+CD122+ Treg in Allotransplantatabstoßungen nicht signifikant fördern konnte (Dai et al. 

2014).  Es bleibt zu klären, ob CTL-Aktivitäten von CD8 Treg an der Regulierung von 

Effektor-Zellen beteiligt sind (Li et al. 2014b).  

5.2.3. Ausblick über suppressiven Mechanismen der Treg 

Immer mehr Beweise deuten darauf hin, dass CD4 und CD8 Treg nicht einen einzigen 

suppressiven Mechanismus verwenden, sondern ein Arsenal verschiedener Mechanismen 

(Shevach 2009, Schmidt et al. 2012, Vieyra-Lobato et al. 2018). Bisher ist jedoch unklar, wann 

die Treg welchen Mechanismus anwenden und ob die Treg von einem zum anderen wechseln 

oder mehrere Mechanismen gleichzeitig anwenden (Schmidt et al. 2012). Zudem existieren 

verschiedene CD8 Treg Subpopulationen und weitere Untersuchungen sollten zeigen, ob diese 

auf einen bestimmten Unterdrückungsmechansimus spezialisiert sind. Mit dem in vitro 

Suppression-Assay können nicht alle Aspekte der Zytokinsekretion durch die Treg 

nachgewiesen werden, da die Suppression der Tresp Sekretion nicht nur die Suppression der 

Treg widerspiegelt, sondern auch die der APCs berücksichtigt werden müssen (Shevach 2009, 

Schmidt et al. 2012). In Zukunft könnte, wie bereits in Kapitel 5.1 erwähnt, der 

Suppression-Assay mit kovalent plattengebundenen α-CD3 Antikörpern wiederholt werden, 

sodass die Zytokinsekretion der Treg klar von Tresp und DC getrennt werden kann (Schmidt et 

al. 2012). 

Die Kenntnis der suppressiven Mechanismen der Treg könnten für die therapeutische 

Manipulation der Treg entscheidend sein, denn bei ausgeprägten Formen von Krebs ist die 

Suppression von Tresp sehr schädlich, während eine Unterdrückung von autoreaktiven T-Zellen 

einer Autoimmunerkrankung wünschenswert ist (Schmidt et al. 2012). Es bedarf weiterer 

Forschung, um zu klären welche Mechanismen für die Treg vermittelten Suppression 

verantwortlich sind bzw. welche dieser Mechanismen am wichtigsten sind.  

5.3. CD8 Treg Subpopulationen unterscheiden sich signifikant in ihrer 

Genexpression 

Niederlova und Kollegen beschrieben CD8 Treg als eine heterogene Population, welche 

unterschiedliche Zellen sowie Phänotypen involvieren (s. Abb. 5) (Niederlova et al. 2021). In der 

vorliegenden Arbeit konnte durch den Suppression-Assay (s. Abb. 13; Abb. 14; Abb. 15;          

Abb. 29) und den potenziell suppressiven Mechanismen der CD8 Treg (s. Abb. 17; Abb. 18; 
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Abb. 19) erkannt werden, dass diese sehr vielfältig in ihrer Funktion sind. Da es bis dato keinen 

klar definierten Phänotyp der CD8 Treg gibt, wurde in der vorliegenden Arbeit CD8 Treg 

Subpopulationen (CD8 Treg Sub I: CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-; CD8 Treg Sub III: 

CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+) mittels RNA-Sequenzierung charakterisiert, um zu erkennen, 

inwieweit die CD8 Treg Subpopulationen aus mCMV-infizierten und naiven Mäusen sich in ihrer 

Genexpression unterscheiden. Die Ergebnisse der Genom-Datenbank wurden dabei in je vier 

verschiedene Gruppen aufgeteilt: Zelltod (s. 4.5.1), Immun-Checkpoints (s. 4.5.2), 

Inflammatorische Zytokine und Chemokine (s. 4.5.3) sowie Treg Marker und wichtige 

Regulatoren (s. 4.5.4). Diese Einteilung beruhte unter anderem auf die von Bézie et al. 

verwendete Darstellung der möglichen CD8 Treg Mechanismen (Bézie et al. 2018). Insgesamt 

konnte gezeigt werden, dass es signifikante Unterschiede zwischen CD8 Treg Sub I aus mCMV-

infizierten und naiven Mäusen gab. Auch zwischen CD8 Treg Sub I und III konnten signifikante 

Unterschiede beobachtet werden. In den folgenden Kapiteln (s. 5.3.1; 5.3.2; 5.3.3; 5.3.4) konnte 

durch eine Literaturrecherche festgestellt werden, dass die Genexpression von CD8 Treg Sub I 

nach einer mCMV-Infektion stark den CD4 Treg ähneln.  

5.3.1. CD8 Treg Sub I exprimieren Gene, die Apoptose initiieren  

In der Gruppe Zelltod (s. 4.5.1), konnte der Vergleich der Genexpression von CD8 Treg Sub I 

aus mCMV-infizierten Mäusen mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen zeigen, dass sich die 

beiden Gruppen signifikant voneinander – vorwiegend in der Genexpression, die für eine 

Initiierung der Apoptose beteiligt sind – unterscheiden (s. Abb. 21). So wurden Gzma, Gzmb 

und Gzmk, Fas und Perforin (Prf1) signifikant stärker von den CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten Mäusen exprimiert als von naiven Mäusen (s. Abb. 21). Im Gegenzug dazu, 

konnte beobachtet werden, dass fast alle am Zelltod beteiligten Gene, bei dem Vergleich von 

CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III, signifikant stärker von CD8 Treg Sub I exprimiert wurden 

(s. Abb. 22). Eine mögliche Erklärung könnte sein, dass die CD8 Treg Sub III aufgrund des 

Phänotyps ähnlich zu den CD8 Tresp (CD8+CD122-) sind und dadurch eine ähnliche IL-2 

Produktion, Proliferation und apoptotische Signalwege aufweisen (Wang et al. 2009, Zou et al. 

2014). Um die Ergebnisse zu interpretieren, dass CD8 Treg Sub I Apoptose initiieren, muss 

verstanden werden, wie es zu einer Infektion einer Zelle mit mCMV kommt. Dies kann prinzipiell 

in drei verschiedenen Schritten geschehen: 1) lytische Replikationszyklus resultiert in der 

Produktion und Freisetzung von nachkommenden Viren sowie dem Absterben infizierter Zellen; 

2) Etablierung von Latenz, wodurch das virale Genom in Abwesenheit von einer Virusproduktion 

aufrechterhalten wird; 3) frühe Induktion des Zelltods, wodurch die Zelle stirbt, bevor das Virus 
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seinen Replikationszyklus abschließen kann (Handke et al. 2012). Um den frühen Zelltod zu 

verhindern, muss das Virus den Abwehrmechanismen des Wirts entgehen. Dafür produziert 

mCMV sogenannte Zelltodhemmende Proteine, wodurch das Virus seinen Replikationszyklus 

abschließen kann (Handke et al. 2012). In mCMV werden die am besten charakterisierten anti-

apoptotischen und anti-nekrotischen Proteine von den ORFs M36, M38.5 und M40 kodiert 

(Handke et al. 2012). Zukünftige Experimente sollten überprüfen, ob die CD8 Treg 

Subpopulationen und CD4 Treg diese Proteine exprimieren. Eine erhöhte Apoptose der 

Zielzellen von CD8 Treg Sub I aus mCMV infizierten Mäusen könnte ein Schlüsselelement bei 

der Wiederherstellung der normalen Immunhomöostase sein (Sula Karreci et al. 2017). Es ist 

bereits bekannt, dass durch die Expression von Granzyme und Perforin die Apoptose durch 

Caspase-abhängige oder unabhängige Signalwege induziert werden kann und die Treg die CD4 

und CD8 Tresp durch eine granuläre Freisetzung töten können (Grossman et al. 2004, Li et al. 

2014a, Arce-Sillas et al. 2016, Sula Karreci et al. 2017). Viele Studien berichteten über die 

zentrale Rolle von GzmB bei der Induktion der Effektor T-Zell Suppression und 

Allotransplantattoleranz (Gondek et al. 2005, Cao et al. 2007, Azzi et al. 2013, Sula Karreci et 

al. 2017). Eine kürzlich durchgeführte Studie zeigte, dass in GzmB defizienten Mäusen eine 

Treg vermittelte Immunsuppression durch einen GzmB-abhängigen, aber Perforin 

unabhängigen Mechanismus in vitro auftrat und dass der Zelltod von Effektor T-Zellen durch 

Treg verursacht wurde (Gondek et al. 2005). Der Perforin/Granzym Signalweg kann Apoptose 

entweder über Gzma oder Gzmb induzieren (Elmore 2007). Die extrinsischen, intrinsischen und 

Gzmb Signalwege werden durch die Spaltung von Caspase-3 eingeleitet, welches zur DNA-

Fragmentierung, Abbau von Zytoskelett- und Kernproteinen, Vernetzung von Proteinen, Bildung 

apoptotischer Zellen, Expression von Liganden für phagozytäre Zellrezeptoren und schließlich 

zur Aufnahme durch phagozytischen Zellen führt (Elmore 2007). Caspasen haben proteolytische 

Aktivitäten, sobald sie (v.a. Caspase-3) aktiviert sind, ist die Initiierung des Zelltods 

unwiderruflich (Elmore 2007). 

Es scheint als würden die exprimierten Gene sowohl den direkten Zelltod sowie das limitierte 

Überleben von CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen fördern. Es ist demnach essenziell 

sowohl in vitro als auch in vivo zu überprüfen, ob die Suppression der Treg durch Zelltod initiiert 

wurde. 
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5.3.2. CD8 Treg Sub I exprimieren anti-inflammatorische Immune-Checkpoints 

In der Gruppe Immun-Checkpoint (IC) (s. 4.5.2), konnte gezeigt werden, dass CD8 Treg Sub I 

aus mCMV-infizierten Mäusen CD28, CD40, ICOS, Pdcd1l1 und Vsir signifikant stärker als CD8 

Treg Sub I aus naiven Mäusen exprimierten (s. Abb. 23). Hingegen wurden von CD8 Treg Sub I 

im Vergleich zu CD8 Treg Sub III folgende Gene signifikant stärker exprimiert: CD28, CTLA-4, 

ICOS, Lag3, Pdcd1, Tigit, Vsir (s. Abb. 24). 

Mehrere Studien berichten, dass die Mehrheit an intratumoralen oder infizierten Treg die ICs 

hochregulieren, wodurch die Treg zu wichtigen IC-Inhibitoren werden (Okamura et al. 2012, 

Syed Khaja et al. 2017, Sasidharan Nair & Elkord 2018). Interessanterweise sind genau die 

Gene stärker exprimiert die vorwiegend an anti-inflammatorischen ICs beteiligt sind und 

ebenfalls in CD4 Treg nach einer Infektion stark exprimiert sind (Sasidharan Nair & Elkord 2018, 

Saleh & Elkord 2019). Die Expression von ko-inhibitorischen Molekülen der Treg einschließlich 

CTLA-4, Pdcd1, Lag3 und Tigit sind für deren suppressive Funktion von entscheidender 

Bedeutung (Takahashi et al. 2000, Huang et al. 2004, Joller et al. 2014, Zhang et al. 2016, 

Sasidharan Nair & Elkord 2018). Treg spielen eine zentrale Rolle bei der Entwicklung einer 

Resistenz gegen ICs, wodurch es zu Reinfektionen oder einem Tumorrückfall mit schlechten 

Prognosen führen kann (Saleh & Elkord 2019). Es ist daher von hoher Priorität diese 

Mechanismen aufzuklären, um die Lebensqualität der Patienten zu erhöhen. 

PD-1 (pdcd1) interagiert mit seinen Liganden (Pdcd1l1) um die Proliferation, das Überleben und 

die Effektorfunktionen von T-Zellen zu inhibieren, sowie Apoptose zu induzieren. Pdcd1l1 kann 

mit CD80 (B7-1) interagieren und dadurch spezifisch die Proliferation von T-Zellen hemmen 

(Butte et al. 2007, Shi et al. 2011). Studien berichten, dass Treg in der Lage sind, hohe 

Konzentrationen von PD-1 und CTLA-4 während einer Infektion zu exprimieren, um den Viren 

zu gewährleisten, dass sie sich ohne Probleme im Wirt replizieren können (Sasidharan Nair & 

Elkord 2018). Murine Studien zeigten, dass CD4 Treg in Gegenwart von Effektor T-Zellen Lag3 

exprimieren und signifikant zu ihrer Suppressionsaktivität beitragen (Huang et al. 2004). Es ist 

demnach davon auszugehen, dass CD8 Treg Sub I die gleiche Fähigkeit besitzen. Treg die Tigit 

exprimieren, unterdrücken spezifisch die pro-inflammatorischen Reaktionen von Th1 und Th17 

sowie die Effektor T-Zellproliferation (Joller et al. 2014). Im Gegensatz zu CTLA-4 und PD-1 wird 

die konstitutive VISTA (Vsir) Expression in den meisten Immunzellen, einschließlich CD4+ und 

CD8+ T-Zellen, NK-Zellen, Makrophagen, DC und Neutrophile aber nicht in B-Zellen, beobachtet 

(Kondo et al. 2016). VISTA fungiert als ko-inhibitorischer Rezeptor auf T-Zellen und als Ligand 

zur Ausübung synergistischer Immunsuppression auf APCs (Kondo et al. 2016). VISTA bindet 
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an seinen Liganden, um die T-Zell Proliferation zu hemmen sowie die Zytokinfreisetzung zu 

reduzieren (Saleh & Elkord 2019). 

Die Literaturrecherche daraufhin, dass die Hochregulierung von Tigit, Lag3, Vsir und Ctla4 der 

CD8 Treg Sub I, genau wie bei den CD4 Treg, zu einer Umgehung der Immunantwort führt 

(Saleh & Elkord 2019).  

5.3.3. CD8 Treg Sub I exprimieren inflammatorische Chemokine 

Die Funktion von VISTA könnte ein Grund dafür sein, weshalb in der Gruppe inflammatorische 

Zytokine und Chemokine gezeigt werden konnte (s. 4.5.3), dass CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten und naiven Mäusen sich kaum in ihrer Genexpression unterscheiden. 

Interessanterweise war die Expression von TGFβ-1 (Tgfb1) höher in den CD8 Treg Sub I aus 

naiven Mäusen im Vergleich zu den CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen             

(s. Abb. 25).TGFβ-1 ist essenziell für die Suppression von Gzmba, Gzmb und KLRG1 (Mishra 

et al. 2021). In vitro Studien zeigten, dass stimulierte CD4 Treg TGFβ-1 produzieren, welches 

von Glykoprotein-A-Wiederholungen (GARP), einem Transmembranprotein abhängig ist 

(Dedobbeleer et al. 2017). Durch diese aktive Form können Treg ihre immunsuppressive 

Wirkung auf Tresp durch Zellkontakt ausüben (Stockis et al. 2009). Dies könnte eine Erklärung 

dafür sein, weshalb die Treg aus naiven Mäusen in einem Suppression-Assay suppressiv auf 

die Tresp wirkten. Das Chemokin CCL5 wurde signifikant stärker von CD8 Treg Sub I aus 

mCMV-infizierten Mäusen im Vergleich mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen exprimiert 

(s. Abb. 25). Wang und Kollegen berichten, dass unter den CD4 Treg CCL5 direkt durch Foxp3 

aktiviert wird, wodurch es die Rekrutierung der CD4 Treg zu der Stelle der Infektion oder der 

Tumorstelle fördert (Wang et al. 2017). Es ist aus den Daten der vorliegenden Arbeit unklar 

durch welchen Marker CCL5 von den CD8 Treg Sub I aktiviert wird, doch könnte es die 

Rekrutierung der CD8 Treg Sub I zur Infektionsstelle ebenfalls fördern. 

Es konnte außerdem von CD8 Treg Sub I eine erhöhte Expression der inflammatorischen 

Chemokine CCL3, CCL4 und CCL5 im Vergleich zu CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten 

Mäusen beobachtet werden (s. Abb. 26). Im Vergleich dazu berichtete eine Studie, dass CCL4 

und CCL8 ebenfalls von CD4 Treg exprimiert werden (Iellem et al. 2001). Interessanterweise 

wurde IL7R unter den CD8 Treg Sub III im Vergleich zu CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten 

Mäusen signifikant stärker exprimiert. Studien besagen, dass die Sequestrierung von IL-7 oder 

die Beeinträchtigung des IL7R Signalwegs nach einer Allotransplantation die CD4 Treg 

vermittelte Toleranz aufgehoben wird, indem ihre Unterdrückungsfähigkeit limitiert wurde. IL7R 
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Expression der Treg unterstützt deren funktionale Aktivität, indem sie ihre IL-2 Empfindlichkeit 

erhöhen (Schmaler et al. 2015). Dies muss wohl durch eine mCMV-Infektion inhibiert werden, 

da IL7R nicht während einer Infektion exprimiert wird.  

5.3.4. CD8 Treg Sub I exprimieren Aktivierungsmarker 

In der letzten Gruppe der Treg Marker (s. 4.5.4) und wichtigen Regulatoren konnte beobachtet 

werden, dass Foxp3 zwar von den CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen stärker als von den 

CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen exprimiert wird, jedoch war die Expression im 

Vergleich zu den anderen Genen sehr gering (s. Abb. 27). Einige Publikationen berichten, dass 

CD8 Treg als CD8+Foxp3+ definiert werden (Niederlova et al. 2021), doch die CD8 Treg 

Subpopulationen in der vorliegenden Arbeit exprimieren kein Foxp3 (s. Abb. 27, Abb. 28). 

Interessanterweise konnte ebenfalls beobachtet werden, dass KLRG1 und Ptprc signifikant 

stärker von den CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen im Vergleich mit CD8 Treg Sub 

I aus naiven Mäusen exprimiert wurden (s. Abb. 27). KLRG1 wird auch von CD4 Treg exprimiert, 

doch im Gegensatz zu CTLA-4 beschreiben mehrere Studien, dass KLRG1 nur auf einer 

Subpopulation von Effektor-ähnlichen Treg Zellen exprimiert wird (Beyersdorf et al. 2007, 

Feuerer et al. 2010, Meinicke et al. 2017). Es ist noch unklar inwieweit KLRG1 die CD8 Treg 

beeinflusst (Meinicke et al. 2017). Die CD8 Treg sollten in dieser Hinsicht weiter charakterisiert 

werden, um herauszufinden wie KLRG1 die Zellen beeinflusst. Studien haben zudem in vivo 

zeigen können, dass eine Ptprc Ligation die CD4 Treg Motilität reduzieren konnte, welches zu 

einer verbesserten Wechselwirkung zwischen Treg und DC führte (Camirand et al. 2014). Es ist 

demnach nicht nur gut, sondern essenziell, dass Ptprc von den Treg exprimiert wird (Camirand 

et al. 2014, Mishra et al. 2021). Auch die Expression von Eomes war unter den CD8 Treg Sub I 

im Vergleich zu den CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten Mäusen signifikant stärker 

exprimiert (s. Abb. 28). Mishra und seine Kollegen fanden heraus, dass die Expression von 

TGFβ-1 und Eomes fundamental für die Funktion und Homöostase der CD8 Treg sind (Mishra 

et al. 2021).   

5.3.5. Fazit der Genexpressionsanalysen  

Es konnte erstmals gezeigt werden, dass CD8 Treg Sub I aus mCMV-infizierten Mäusen sich 

mit CD8 Treg Sub I aus naiven Mäusen signifikant in ihrer Genexpression unterscheiden. Dies 

konnte auch für den Vergleich von CD8 Treg Sub I mit CD8 Treg Sub III aus mCMV-infizierten 

Mäusen beobachtet werden. Zudem konnte durch eine Literaturrecherche festgestellt werden, 
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dass sich die CD8 Treg Sub I mit den CD4 Treg in ihrer Genexpression sehr ähneln. Dennoch 

müssen weitere CD8 Treg Subpopulationen in der Zukunft, bezüglich der Definition der 

Oberflächenmarker von CD8 Treg, getestet werden. Dafür wurden bereits weitere RNA-

Sequenzierung folgender Subpopulationen generiert – jedoch im Rahmen dieser Arbeit noch 

nicht analysiert:  

CD8 Treg Sub I CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127- 

CD8 Treg Sub III CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127+ 

CD8 Treg Sub VI CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127+ 

CD8 Treg Sub VII CD8+CD3+CD122-PD-1-CD127- 

5.4. CD4 und CD8 Treg sind in vivo nicht suppressiv  

Obwohl in der vorliegenden Arbeit und in mehreren Studien gezeigt werden konnte, dass CD4 

und CD8 Treg in vitro einen suppressiven Effekt aufweisen ist unklar, ob diese dieselben oder 

verschiedene Suppressionsmechanismen in vitro und in vivo benutzt werden. Es gibt nur wenige 

Studien über die Treg Migration, sowie der Lokalisation der Suppression nach einer adaptiven 

Immunantwort (Nguyen et al. 2007). Im Gegensatz zum festen Umfeld einer Zellkulturplatte, 

müssen die Treg in vivo in der Lage sein, verschiedene Organe zu beherbergen sowie physisch 

direkt mit APCs oder Effektor T-Zellen zu interagieren (Shevach 2009). Moskophidis und 

Kollegen postulieren, dass eine 10-fach höhere Zellzahl an Treg verabreicht werden muss, um 

die schützenden CD8 T-Zellen nach einer mCMV-Infektion supprimieren zu können 

(Moskophidis et al. 1992). In der vorliegenden Arbeit konnte jedoch gezeigt werden, dass durch 

eine - im Vergleich zur Zahl der transferierten CD8 T-Zellen – 10-fach höhere CD4 Treg 

Konzentration, die CD8 T-Zellen in der Leber supprimiert werden konnten (s. Abb. 32). Dies 

konnte jedoch durch eine histologische Färbung nicht bestätigt werden (s. Abb. 32). Wie 

erwartet lagen die Virustiter nach einem Transfer von 5x105 CD4 Treg genauso hoch wie bei 

den Kontrollmäusen (s. Abb. 31), was bedeutet, dass CD4 Treg keinen schützenden Effekt im 

Kontext einer CMV-Infektion aufweisen. Im Gegensatz dazu, scheinen die CD8 Treg Sub I+IV 

und CD8 Treg Sub I nach einem Transfer von 5x104, 5x105 und 9x105 vor einer mCMV-Infektion 

zu schützen, da die Virustiter im Vergleich zu den Kontrollmäusen relativ gering und ähnlich zu 

den Virustitern nach CD8 T-Zelltransfer waren (s. Abb. 33; Abb. 34; Abb. 35). Vergleichsweise 

konnten die CD8 Treg Sub I die CD8 T-Zellen nur in der Milz nach einem 2-fach niedrigeren 

Zelltransfer supprimieren (s. Abb. 35).  
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In vitro Studien legen nahe, dass ex-vivo isolierte Treg erst über ihren T-Zellrezeptor aktiviert 

werden müssen, um einen suppressiven Effekt zu zeigen (Shevach 2009). Dadurch stellt sich 

die Frage, ob zum Nachweis des suppressiven Potentials in vivo die Treg in vitro stimuliert 

werden müssen. Shevach und Kollegen behaupten, dass polyklonal stimulierte Treg in vitro in 

der Lage seien verschiedene Reaktionen zu kontrollieren, da sie kontinuierlich über ihren 

T-Zellrezeptor über MHC II Komplexe aktiviert werden (Shevach 2009). Kohm und Kollegen 

transferierte beispielsweise immunkompetenten Mäusen in vitro stimulierte CD4 Treg, 

immunisierten die Mäuse mit einem myelin oligodendrocyte glycoprotein (MOG) und 

beobachteten eine Hemmung der Entwicklung eines autoimmunen Enzephalomyelitis (Kohm et 

al. 2002). Eine weitere Studie beschrieb, dass in vitro stimulierte CD4 Treg die Entwicklung von 

Diabetes inhibierten (Sarween et al. 2004). Um das suppressive Potential der Treg in unserem 

mCMV-Infektionsmodell auch in vivo nachzuweisen, sollten aufgrund der beschriebenen 

Studien in Zukunft die ex-vivo isolierten Treg vor dem Transfer in die AT-Rezipienten bspw. mit 

α-CD3ε oder α-CD28 in vitro stimuliert werden. Zusätzlich dazu sollten alle CD8 Treg 

Subpopulationen, die in der vorliegenden Arbeit in einem in vitro Suppression-Assay getestet 

wurden, in vivo geprüft werden, um potenzielle Unterschiede in ihren suppressiven Fähigkeiten 

zu detektieren. 

Es könnte zudem sein, dass in der vorliegenden Arbeit keine Treg-Suppression in vivo 

beobachtet werden konnte, da Treg möglicherweise eine Rolle in der Gewebeheilung zukommt 

(Arpaia et al. 2015). Delacher und seine Kollegen zeigten, dass Treg mehrere epigenetische 

Reprogrammierungen integrieren, welche die Lokalisation der Treg im Gewebe definieren 

(Delacher et al. 2017). Eine Möglichkeit, wie eine Gewebeheilung durch Treg vermittelt werden 

könnte, ist durch die Unterdrückung einer pro-inflammatorischen Chemokinproduktion, 

Unterdrückung der Endothelzellaktivierung sowie der Unterdrückung pro-inflammatorischer 

Reaktionen von Zellen des angeborenen und adaptiven Immunsystems (Burzyn et al. 2013a, 

Arpaia et al. 2015). Es konnte zudem gezeigt werden, dass die Verabreichung eines 

rekombinanten Amphiregulin-Proteins (Areg) während beispielsweise einer Muskelverletzung 

nachweislich die Gewebeheilung durch CD4 Treg fördert (Burzyn et al. 2013b, Arpaia et al. 

2015). Es sollte demnach in Zukunft die Areg-Expression von CD4 und CD8 Treg analysiert 

werden, um zu erkennen, ob die Treg nach einer mCMV-Infektion in vivo das Gewebe heilen 

und ob dies im Zusammenhang mit der Suppression der Treg steht.  
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5.4.1. Fazit und Ausblick der Treg Suppression in vivo 

Zusammenfassend zeigen die Daten, dass CD4 Treg, CD8 Treg Sub I, sowie CD8 Treg Sub 

I+IV in vivo die CD8 T-Zellen, mit der Einschränkung der gewählten Bedingungen in der 

vorliegenden Arbeit, nicht unterdrücken konnten. Für die Zukunft sollten einerseits die Treg in 

vitro vor einem AT stimuliert werden und andererseits alle CD8 Treg Subpopulationen, die in der 

vorliegenden Arbeit getestet wurden, in vivo transferieren, um potenzielle Unterschiede in ihren 

suppressiven Fähigkeiten zu detektieren. 

Einige in vivo Studien zeigten unterschiedliche CD4 Treg Dynamiken mit homöstatischer 

Proliferation bei immundefizienten Mäusen und Antigen-getriebener Expansion sowie lokaler 

Akkumulation in drainierenden Lymphknoten (Gavin et al. 2002, Fisson et al. 2003, Klein et al. 

2003, Walker et al. 2003, Yamazaki et al. 2003, Annacker et al. 2005, Nguyen et al. 2007). Es 

konnte durch intravitale Mikroskopie gezeigt werden, dass CD4 Treg anscheinend ihre 

Suppression durch eine Kontaktverhinderung zwischen DC und naiven T-Zellen ausüben. Diese 

Studien deuten darauf hin, dass die Lokalisation der Treg fundamental ist, um näheres über ihre 

Suppressorfunktion herausfinden zu können (Nguyen et al. 2007). Aus diesem Grund wurde in 

der vorliegenden Arbeit eine histologische Methode etabliert, um die CD8 Treg Sub I in situ zu 

lokalisieren (s. Abb. 36). 

 

Abb. 36: Lokalisierung der CD8 Treg. Repräsentativer Ausschnitt der Lebergewebeschnitte. Gezeigt sind 
Serienschnitte einer Leber welche aus mCMV-infizierten (i.p.) Mäusen stammen. Die Schnitte wurden je mit einem 
α-CD8 (rot), α-CD122 (braun) oder α-PD-1 (grün) Antikörper markiert. Die Gegenfärbung erfolge mit Hämatoxylin. 
Die Pfeile markieren die jeweils gleiche Stelle in allen drei Serienschnitten die entweder mit α-CD8, α-CD122 oder 
α-PD-1 gefärbt wurden. Die Aufnahmen erfolgte mit einer 40x Vergrößerung. Die Marker repräsentieren 50µm.  
 

Diese Färbung veranschaulicht erste Erkenntnisse über die Lokalisierung der CD8 Treg. 

Dennoch muss die Färbung weiter etabliert werden. Um Serienschnitten zu umgehen, sollte eine 

Immunfluoreszenz-Färbung in Erwägung gezogen werden, um die Lokalisation der CD8 Treg 

zu verbessern. Eine Stude zeigte, dass die bevorzugte Lokalisierung der Treg an der Stelle der 

Infektion bei verschiedenen Krankheiten ist, was darauf hindeutet, dass Treg direkt die Effektor 

T-Zellen hemmen und an der Abtötung von Krankheitserregern beteiligt sind bzw. eine 
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Entwicklung einer persistierenden Infektion fördern (Joosten & Ottenhoff 2008). Aus diesem 

Grund sollte diese Färbung nochmal mit je einer Doppelfärbung (s. Tab. 5) mit dem mCMV-

spezifischen IE-1 Antikörper wiederholt werden, um zu erkennen, wo die CD8 Treg nach einer 

mCMV-Infektion lokalisiert sind.  
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7. ANHANG 

 

Abb. A1: Gating-Strategie von CD8 und CD4 Treg am Beispiel einer mCMV-infizierten Maus. Treg wurden 
aus den Milzen von 5 mCMV-infizierten oder 5 naiven Mäusen durch immunomagnetische negativ-Selektion 
MagniSort isoliert und anschließend mit Antikörpern markiert (CD8 Treg: CD8+CD122+PD-1+; CD4 Treg: 
CD4+CD25+GFP+). Die durchflusszytometrischen Analysen wurden dabei als Einzeltiermessungen analysiert. Die 
CD8 Treg wurden dabei in blau und die CD4 Treg in grün dargestellt.  
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Abb. A2:  Prism-Plot Darstellung von CD8 und CD4 Treg am Beispiel einer mCMV-infizierten Maus.  Der 
Prism-Plot gibt an, wie hoch der prozentuale Anteil an CD4 oder CD8 Treg innerhalb der CD4 oder CD8 T-Zellen 
bzw. innerhalb der Lymphozyten ist. Der prozentuale Anteil der Treg ist jeweils in dem roten Kasten dargestellt. 
Dabei geben die „+“ und „-“ Werte der jeweiligen Marker deren prozentuale Verteilung innerhalb der T-Zellen oder 
der Lymphozyten an.  
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Abb. A3: Gating-Strategie der CD8 Treg Sub I+IV: Suppression-Assay nach mCMV-Infektion (Experiment 1 
Treg Supp SH-5). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in 
blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD8 Treg Sub I+IV wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. 
Je eine Messung stellt einen Pool aus Triplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD8 Treg Sub 
I+IV und in (B) der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV dargestellt. 
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Abb. A4: Gating-Strategie der CD4 Treg: Suppression-Assay nach mCMV-Infektion (Experiment 1 Treg Supp 

SH-5). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in blau 
dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD4 Treg wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Je eine 
Messung stellt einen Pool aus Quadruplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD4 Treg und in 
(B) der CD4 Tresp zu CD4 Treg dargestellt 
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Abb. A5: Gating-Strategie der CD8 Treg Sub I+IV: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 2 
Treg Supp SH-2). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in 
blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD8 Treg Sub I+IV wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. 
Je eine Messung stellt einen Pool aus Duplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD8 Treg Sub 
I+IV und in (B) der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV dargestellt.  
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Abb. A6: Gating-Strategie der CD4 Treg: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 2; Treg Supp 

SH-2). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in blau 
dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD4 Treg wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Je eine 
Messung stellt einen Pool aus Quadruplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD4 Treg und in 
(B) der CD4 Tresp zu CD4 Treg dargestellt.  
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Abb. A7: Gating-Strategie der CD8 Treg Sub I+IV: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 3 

Treg Supp SH-4). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in 
blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
r analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. 
Die CD8 Treg Sub I+IV wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 
1:0,1]. Je eine Messung stellt einen Pool aus Duplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD8 
Treg Sub I+IV und in (B) der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV dargestellt 
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Abb. A8: Gating-Strategie der CD4 Treg: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 3 Treg Supp 

SH-4). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in blau 
dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD4 Treg wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Je eine 
Messung stellt einen Pool aus Quadruplikate dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD4 Treg und in 
(B) der CD4 Tresp zu CD4 Treg dargestellt. 
 

 



Anhang 

197 
 

 

Abb. A9: Gating-Strategie der CD8 Treg Sub I+IV: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 4 

Treg Supp SH-6). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in 
blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD8 Treg Sub I+IV wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. 
Je eine Messung stellt einen Pool aus Duplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD8 Treg Sub 
I+IV und in (B) der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV dargestellt. 
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Abb. A10: Gating-Strategie der CD4 Treg: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 4 Treg Supp 

SH-6). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] in blau 
dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur durchflusszytometrisch 
analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Die 
CD4 Treg wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Je eine 
Messung stellt einen Pool aus Quadruplikate dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD4 Treg und in 
(B) der CD4 Tresp zu CD4 Treg dargestellt. 
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Abb. A11: Gating-Strategie der CD8 Treg Sub I+IV: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 
5 Treg Supp SH-7). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] 
in blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur 
durchflusszytometrisch analysiert. Es wurde jeweils eine Negativ- [Tresp + DC] und Positivkontrolle [Tresp + α-
CD3ε + DC] mitgeführt. Die CD8 Treg Sub I+IV wurden zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert 
[1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Je eine Messung stellt einen Pool aus Triplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 
Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV und in (B) der CD4 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV dargestellt 
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Abb. A12: Gating-Strategie der CD8 Treg Sub I+IV: Suppression-Assay ohne mCMV-Infektion (Experiment 
6 Treg Supp SH-8). Die Proliferation der CD4 Tresp [CD4+CD25-] sind in grün und die der CD8 Tresp [CD8+CD122-] 
in blau dargestellt. CD8 Tresp wurden nach 4-tägiger und CD4 Tresp nach 5-tägiger Kokultur 
durchflusszytometrisch analysiert. Es wurde eine Positivkontrolle [Tresp + α-CD3ε + DC] mitgeführt. Aufgrund einer 
zu geringen Zellzahl konnte keine Negativkontrolle [Tresp + DC] mitgeführt werden. Die CD8 Treg Sub I+IV wurden 
zu den Tresp in verschiedenen Konzentrationen hinzu titriert [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Je eine Messung stellt einen 
Pool aus Duplikaten dar. In (A) sind die Ergebnisse der CD8 Tresp zu CD8 Treg Sub I+IV und in (B) der CD4 Tresp 
zu CD8 Treg Sub I+IV dargestellt.  
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Abb. A13: Zytokinsekretion der Kokulturen von Tresp und Treg aus mCMV-infizierten Mäusen nach einem 
Suppression-Assay. Die Überstande der Suppression-Assay Kulturen wurden am zweiten, vierten und fünften 
Tag (schwarze Punkte) gesammelt. Die Produktion der Zytokine IFNγ, IL-2, IL-10, IL-34 und TGFβ-1 wurden 
durchflusszytometrisch unter Verwendung des LegendPlex-Assays in Gegenwart von CD4 Treg (A) und CD8 Treg 
Sub I+IV (B) als Einzelmessungen analysiert. Unstimulierte Tresp [Tresp + DC] und stimulierte Tresp [Tresp + DC 
+ α-CD3ε] dienten als Negativ [-] bzw. Positivkontrolle [+]. Kokulturen der CD4- bzw. CD8 Treg Sub I+IV Kontrollen 
beinhalteten [Treg + DC + α-CD3ε]. Die Konzentration der Tresp wurde konstant gehalten, während die Treg in 
abnehmender Konzentration zugegeben wurden [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Der Median ist als horizontaler Balken 
dargestellt. 
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Abb. A14: Zytokinsekretion der Kokulturen von Tresp und Treg aus naiven Mäusen nach einem 
Suppression-Assay. Die Überstande der Suppression-Assay Kulturen wurden am zweiten, vierten und fünften 
Tag (schwarze Punkte) gesammelt. Die Produktion der Zytokine IFNγ, IL-2, IL-10, IL-34 und TGFβ-1 wurden 
durchflusszytometrisch unter Verwendung des LegendPlex-Assays in Gegenwart von CD4 Treg (A) und CD8 Treg 
Sub I+IV (B) als Einzelmessungen analysiert. Unstimulierte Tresp [Tresp + DC] und stimulierte Tresp [Tresp + DC 
+ α-CD3ε] dienten als Negativ [-] bzw. Positivkontrolle [+]. Kokulturen der CD4- bzw. CD8 Treg Sub I+IV Kontrollen 
beinhalteten [Treg + DC + α-CD3ε]. Die Konzentration der Tresp wurde konstant gehalten, während die Treg in 
abnehmender Konzentration zugegeben wurden [1:1; 1:0,5; 1:0,2; 1:0,1]. Der Median ist als horizontaler Balken 
dargestellt. 
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Abb. A15: Testen des suppressiven Potentials von CD8 Treg Sub I in einem AT. Eine Woche nach einer 
mCMV-Infektion (i.p.) von fünf C57BL/6 AT-Donor Mäusen, wurden CD8 T-Zellen via positiv-Selektion MACS 
isoliert und i.v. mit einer Konzentration von 1x105 den 45 C57BL/6 AT Rezipienten Mäusen transferiert (schwarze 
Punkte), welche mit 7,5Gy bestrahlt wurden und intraplantar mit mCMV-∆m157 2x105 PFU infiziert wurden. 
Gleichzeitig wurden aus 10 akut mCMV-infizierten C57BL/6 Mäusen die CD8 Treg Sub I aus einem Pool von 
Gesamtmilzen immunomagnetisch via negativ-Selektion MagniSort isoliert, mit Antikörpern markiert und 
zytofluorometrisch sortiert (CD8+CD3+CD122+PD-1+CD127-). Die CD8 Treg Sub I wurden den Rezipienten Mäusen 
mit Konzentrationen von 1x104, 5x104, 1x105, 1,5x105 i.v. transferiert (weißen Punkte). Als Kontrolle dienten 
bestrahlte und mit mCMV-∆m157 infizierte Rezipienten, ohne CD8 T-Zell Transfer (Ø; schwarze Punkte). (A) Die 
Virustiter in Milz, Lunge und Leber wurden mittels Plaque-Assay bestimmt. Die grauen Punkte zeigen den 
Ko-Transfer von CD8 T-Zellen und CD8 Treg Sub I. Der Median ist als horizontaler Balken dargestellt und die 
gestrichelte horizontale Linie stellt das Detektionslimit dar. 



Danksagung 

204 
 

8. DANKSAGUNG 



Lebenslauf 

205 
 

9. LEBENSLAUF 

 


