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1 Einleitung  

 Einführung 

Der Erhalt einer funktionellen Haut- und Schleimhautbarriere spielt eine wesentliche Rolle für 

die Homöostase des Körpers. Sie übernimmt wichtige Schutzfunktionen gegen thermische, 

physikalische und chemische Noxen (1). Kommt es zu einer Verletzung der Haut durch einen 

Unfall oder eine chirurgische Intervention, ist eine physiologisch ablaufende Wundheilung von 

essentieller Bedeutung für den Organismus. Dabei können chronische Erkrankungen die 

Wundheilung erheblich beeinträchtigen und sorgen in der Folge für eine erhöhte Anfälligkeit 

des Körpers für Infektionen, Flüssigkeitsverlust oder thermische Dysregulationen (1, 2). 

Im Rahmen der Wundheilung übernehmen Makrophagen eine zentrale Rolle. Sie beeinflussen 

die Angiogenese und lösen in der inflammatorischen Phase der Wundheilung die Neutrophilen 

als Mediatoren der Entzündungsreaktion ab (3-7). Nach der initialen Verletzung des Gewebes 

werden im Blut zirkulierende Monozyten rekrutiert, die im Verlauf differenzieren und dabei 

unterschiedliche Phänotypen annehmen können (2). In der Literatur wird besonders zwischen 

pro-inflammatorischen, antimikrobiellen M1-Makrophagen und anti-inflammatorischen, die 

Wundheilung stimulierenden M2-Makrophagen unterschieden (6, 8, 9). In einer physiologisch 

ablaufenden Wundheilung findet ein Wechsel der Polarisierung statt; bis zum dritten Tag nach 

einer Verletzung des Gewebes dominieren M1-Makrophagen (2). Danach findet ein Übergang 

zu einer M2-dominierten Makrophagenpopulation im Wundgebiet statt (7, 10). 

Bei chronischen Wunden kommt es zu einer anhaltenden Entzündungsreaktion und 

infolgedessen zu einer exzessiven Narbenbildung. Dabei spielen Makrophagen eine zentrale 

Rolle. So fördert eine prolongierte Anwesenheit von pro-inflammatorischen Makrophagen die 

Entzündung, wohingegen eine verstärkte anti-inflammatorische Aktivität die Regeneration des 

Gewebes anregt (11). Gleichzeit führt eine überschießende M2-Funktion zu einer verstärkten 

Narbenbildung und Fibrose (12). Die Balance der unterschiedlich polarisierten Makrophagen 

scheint daher von großer Bedeutung zu sein. Durch eine gezielte Stimulation der 

Makrophagenpolarisation zu Gunsten ihrer geweberegenerativen Eigenschaften ist eine 

positive Beeinflussung der Wundheilung denkbar.  

Die Extrakorporale Stoßwellentherapie (ESWT) stellt hierbei, als nicht-invasive Therapie zur 

Förderung der lokalen Geweberegeneration eine vielversprechende Methode zur 

Beeinflussung der Wundheilung dar (13). Seit vielen Jahren ist sie zur Behandlung 

verschiedener muskuloskelettaler Erkrankungen zugelassen (14, 15). Klinisch sind nach der 

Behandlung mit extrakorporalen Stoßwellen neben den lokal schmerzlindernden auch anti-

inflammatorische, pro-angiogene und regenerative Eigenschaften zu beobachten (14, 16-18). 
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Dabei sind die genauen Hintergründe der Wirkungsweise bislang nicht ausreichend geklärt 

(13, 19-21). 

Bislang ist bekannt, dass die ESWT unter anderem die Transkription und Modulation von 

intrazellulären Proteinen beeinflusst (22, 23). Die Wirkung der ESWT auf Zellen des 

Immunsystems ist dagegen wenig untersucht. Sukubo et al. beschrieben jedoch erstmals eine 

Förderung der Polarisation zu anti-inflammatorischen M2-Makrophagen (24). 

 Ziel der Dissertation 

Trotz der zunehmenden Anzahl wissenschaftlicher Studien zu den therapeutischen Effekten 

der ESWT mangelt es bislang an belastbaren und realitätsnahen Modellen zur Untersuchung 

ihrer Wirkmechanismen. Die bisher verwendeten in-vitro-Systeme basieren überwiegend auf 

Zellkulturen in Flüssigmedien (24-26). Angesichts der bei ESWT beobachtbaren Phänomene 

wie Kavitation und Flüssigkeitsströme in Interzellularräumen ist die Validität solcher 

Versuchsansätze jedoch als begrenzt einzuschätzen. Daher besteht derzeit eine Diskrepanz 

zwischen den klinisch nachgewiesenen Effekten der ESWT und der Frage, wie diese durch 

zelluläre Veränderungen vermittelt werden. 

Vor diesem Hintergrund hatte die vorliegende Arbeit zunächst das Ziel, ein neues 

dreidimensionales (3D) Gewebemodell zu entwickeln, das eine belastbare Untersuchung der 

molekularen Mechanismen der ESWT ermöglicht. Dieses Modell soll physiologische 

Bedingungen simulieren, wie sie in der menschlichen Haut vorherrschen und gleichzeitig die 

Kultur und Behandlung humaner Makrophagen erlauben. 

Da die Wundheilung eng mit einer strukturierten immunologischen Reaktion verknüpft ist, 

spielen Makrophagen und insbesondere ihre Polarisierung eine entscheidende Rolle für einen 

physiologischen Heilungsverlauf. Während ein Ungleichgewicht in der Zellzusammensetzung 

negative Auswirkungen auf die Gewebehomöostase haben kann, könnte die gezielte 

Stimulation einer physiologisch geordneten immunologischen Reaktion die Wundheilung 

fördern. 

Klinische Daten deuten darauf hin, dass die ESWT in der Lage ist, Entzündungsreaktionen zu 

reduzieren und die Geweberegeneration positiv zu beeinflussen (14, 16-18). Trotz der 

etablierten Anwendung dieses Verfahrens in verschiedenen Indikationen sind die zugrunde 

liegenden Mechanismen noch unzureichend erforscht. Daher zielt ein zweiter Schritt dieser 

Arbeit darauf ab, potentielle Effekte der ESWT auf die Polarisierung von Makrophagen zu 

untersuchen, da diese möglicherweise die anti-inflammatorische Wirkung erklären könnten, 

die klinisch beobachtet wurde. Im Fokus steht hierbei insbesondere die potentielle 

Umpolarisierung von M1-Makrophagen zu M2-Makrophagen.  
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2 Literaturdiskussion 

 Wundheilung 

Der Prozess der Wundheilung kann in vier sich zeitlich überlagernde Phasen eingeteilt 

werden: Hämostase, Inflammation, Proliferation und Remodellierung (Abbildung 1) (7, 27). 

Die Phase der Hämostase ist geprägt durch die Bildung eines Blutkoagels sowie eine 

Kontraktion der betroffenen Gefäße (28). Treffen Thrombozyten auf die subendotheliale Matrix 

eines geschädigten Gefäßes, interagieren Rezeptoren auf ihrer Oberfläche mit extrazellulären 

Matrixproteinen, wie dem von-Willebrand-Faktor oder Fibronektin, wodurch sie an der 

Gefäßwand adhärieren (7). Im weiteren Verlauf kommt es zur Aktivierung der Thrombozyten 

und zu einer Vernetzung der Zellen zu einem Koagel. Dieses besteht aus Fibrin, Fibronektin, 

Vitronektin und Thrombospondin (29). Das Koagel übernimmt mehrere Aufgaben: Es stoppt 

die Blutung, dient als Plattform für migrierende Zellen und bildet ein Reservoir aus Zytokinen 

und Wachstumsfaktoren, die das Verhalten der Zellen der frühen Wundheilung beeinflussen 

(6, 30). 

In der inflammatorischen Phase wird eine Immunreaktion durch Damage-Associated 

Molecular Patterns, die durch nekrotische Zellen und zerstörtes Gewebe ausgesendet werden, 

sowie Pathogen-Associated Molecular Patterns initiiert, indem diese lokale Immunzellen, wie 

Mastzellen, Makrophagen, oder T-Zellen, aktivieren (7, 31). Daraufhin werden pro-

inflammatorische Botenstoffe, wie Lipopolysaccharide (LPS), Tumor Necrosis Factor-a (TNF-

a) und Interleukin 1 (IL-1), freigesetzt, die ihrerseits Leukozyten anregen (32, 33). Zudem 

stimulieren sie den Prozess der Vasodilatation und die Freisetzung von 

Zelladhäsionsmolekülen, wie Selektinen (7, 34).  Diese begünstigen ihrerseits die Diapedese 

sowie Adhäsion von Neutrophilen und Monozyten und nehmen daher eine entscheidende 

Rolle im Verlauf der inflammatorischen Phase der Wundheilung ein (7, 34). Neutrophile 

Granulozyten beteiligen sich durch Phagozytose und Freisetzung von reactive oxygen species 

(ROS), antimikrobiellen Peptiden und proteolytischen Enzymen an der Entfernung von 

nekrotischem Gewebe und Pathogenen (35). Die im Blut zirkulierenden Monozyten migrieren 

in das Wundgebiet und differenzieren zu Makrophagen. Ihre höchste Konzentration haben sie 

dabei eine Woche nach dem initialen Gewebeschaden (36). 

Die proliferative Phase, die auch mit dem Begriff der Gewebeformation beschrieben wird, 

zeichnet sich vor allem durch die Bildung von gefäßreichem Granulationsgewebe und die 

Apposition von Kollagen aus (6). Auf zellularer Ebene spielen hierbei insbesondere 

Fibroblasten, Makrophagen, Endothelzellen und Keratinozyten eine entscheidende Rolle (7). 

Einige Stunden nach der Verletzung werden die Keratinozyten des Gewebes durch diverse 
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Stimuli, wie Wachstumsfaktoren, Zytokine oder mechanischen Druck, aktiviert (37). Dadurch 

ändert sich ihre vertikale Polarisierung zu einer horizontalen; die randständigen Keratinozyten, 

auch als aktivierte Keratinozyten bezeichnet, migrieren in die Wunde und leiten so den Prozess 

der Reepithelialisierung ein (38). Die Migration endet, wenn sich die Zellen der beiden 

gegenüberliegenden Wundränder treffen und damit eine dünne Epithelschicht vorliegt (7). 

Anschließend beginnen die Keratinozyten mit der darunterliegenden Matrix zu interagieren – 

die Basalmembran wird gebildet (36). 

Sowohl ortsständige als auch Fibroblasten mesenchymaler Herkunft sind hauptverantwortlich 

für die Umwandlung des initial gebildeten fibrinreichen Granulationsgewebes (7). Ihre 

Aufgaben sind dabei vielschichtig. Als Myofibroblasten sorgen sie für eine Kontraktion der 

Wunde; sie produzieren extrazelluläre Matrixproteine und unterstützen die Reepithelialisation 

(7, 39, 40).  

Um den wachsenden metabolischen Ansprüchen des Wundgebietes gerecht zu werden, 

induziert die im Gewebe anwachsende Hypoxie die Angiogenese (41). Über die Expression 

von Hypoxie induzierenden Faktoren (HIF) und die folgende Ausschüttung verschiedener an 

der Angiogenese beteiligten Faktoren wie Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF), werden 

Endothelzellen angeregt, die in der Folge beginnen zu proliferieren und tubuläre Netzwerke 

auszubilden, die sich dann endgültig zu Gefäßen ausformen (5, 41, 42). Makrophagen haben 

in diesem Prozess einen wesentlichen Einfluss auf die Migration der Endothelzellen sowie die 

Regulation der Gefäßneubildung (4, 5, 43-45).  

Die Remodellierung zeichnet sich im Wesentlichen durch einen Umbau der Extrazellularmatrix 

(EZM) aus und ist zeitlich nicht strikt am Ende der Wundheilung einzuordnen, sondern findet, 

wie alle Phasen, parallel mit diesen statt und endet mit der Ausbildung einer reifen Narbe (7). 

Fibroblasten nehmen zusammen mit Makrophagen und Keratinozyten durch die Produktion 

von Proteasen wie Matrix-Metalloproteasen (MMPs) eine zentrale Rolle im Rahmen des 

Umbauprozesses ein (6, 7). MMPs sind Zink-abhängige Enzyme, die an dem Abbau und der 

Umwandlung der EZM beteiligt sind (6). Die Fibroblasten produzieren Hyaluronan, 

Proteoglykane sowie Fibronektin und ersetzen damit das Fibrinkoagel; es kommt nachfolgend 

zur Ausbildung von Kollagenfibrillen (46). Das entstehende Narbengewebe ist jedoch in seiner 

Integrität und EZM-Architektur nicht mit der unverletzter Haut vergleichbar und erreicht nur 

etwa 80 Prozent der vor der Verletzung vorhandenen Stabilität (47, 48). 
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Abbildung 1: Phasen der Wundheilung. 
Die schematische Abbildung zeigt vereinfacht die vier sich zeitlich überlagernden Phasen der 
Wundheilung einschließlich der jeweils wichtigsten beteiligten zellulären Akteure. In der 
Hämostase entsteht ein Blutkoagel, wodurch die Wunde verschlossen wird und Thrombozyten 
aus nahegelegenen Blutgefäßen einwandern können (7, 28). Die Phase der Inflammation ist 
initial durch die Einwanderung von neutrophilen Granulozyten geprägt, die unter anderem 
durch die Histaminausschüttung der ortsständigen Mastzellen in die Wunde migrieren (7, 31). 
Später wandern vermehrt Monozyten ein, differenzieren zu Makrophagen und lösen die 
Granulozyten als hauptverantwortliche Mediatoren der Wundheilung ab (36). Die proliferative 
Phase wird geprägt durch die Ausbildung von gefäßreichem Granulationsgewebe sowie der 
Apposition von Kollagen durch Fibroblasten (6). Makrophagen sind supportiv in diesem 
Prozess tätig (6, 7). Gleichzeitig leiten aktivierte Keratinozyten durch ihre Migration in das 
Wundzentrum die Reepithelialisierung des Defektes ein (38). Myofibroblasten sorgen in der 
Phase der Remodellierung für eine Kontraktion der Wunde (39, 40). Parallel dazu sorgen die 
Fibroblasten, Keratinozyten und Makrophagen für einen weiteren Umbau der EZM und die 
zuvor benötigten Blutgefäße bilden sich nach und nach zurück (6, 7). 
Modifiziert nach Wilkinson et al. 2020 (7). 
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 Makrophagen 

Makrophagen werden zu dem angeborenen Immunsystem gezählt und besitzen essenzielle 

Aufgaben im Rahmen entzündlicher Prozesse, der Homöostase, der Wundheilung sowie der 

Abwehr von Infekten (49, 50). Ihr Ursprung lässt sich auf zwei Quellen zurückführen. Einerseits 

stammen sie von im Blut zirkulierenden Monozyten ab, andererseits von erythro-myeloischen 

Vorläuferzellen des embryonalen Dottersacks (6). Beide Monozytenarten sind dazu in der 

Lage zu proliferieren (51). Letztere kolonialisieren die sich entwickelnden betreffenden Organe 

und differenzieren zu residualen Makrophagen – wie Langerhanszellen in der Haut, 

Kupferzellen in der Leber oder alveoläre Makrophagen in der Lunge (52). 

Die im Blut zirkulierenden Makrophagen entstammen gemeinsam mit Erythrozyten und 

Granulozyten den Haematopoetic Stem Cells (HSC) (53). In der fetalen Periode übernimmt 

die Leber die Aufgabe der Hämatopoese, während die adulten HSC ihren Ursprung im 

Knochenmark haben (53, 54). Nach der Geburt wird ein Teil, der von den erythro-myeloischen 

Vorläuferzellen abstammenden Makrophagen durch von HSC abstammenden Makrophagen 

ersetzt (52, 55, 56). Bei erwachsenen Menschen liegen demnach sowohl aus dem 

Knochenmark als auch aus der Embryonalphase entstammende Makrophagen vor (51). 

In der Literatur werden Makrophagen nicht nur entsprechend ihrer Herkunft, sondern 

insbesondere nach ihrer Funktion und ihrem Phänotyp unterteilt. Dafür werden sie in drei 

Kategorien eingeteilt: naive, unstimulierte M0-Makrophagen, pro-inflammatorische, 

antimikrobielle M1-Makrophagen und anti-inflammatorische, die Wundheilung stimulierende 

M2-Makrophagen (6, 8, 9). Diese vereinfachte Darstellung kann weiter unterteilt werden: 

entsprechend ihrer Funktion werden M2-Makrophagen in die Subtypen M2a, M2b, M2c und 

M2d unterteilt (49, 57-59). Eine exakte Abgrenzung der einzelnen Subtypen ist jedoch nicht 

immer sinnvoll, da der Übergang zwischen den beschriebenen Phänotypen fließend und als 

Spektrum zu betrachten ist. Daher stellt die Einteilung der Makrophagen lediglich eine 

Vereinfachung dar und kann die Inhomogenität innerhalb einer Gruppe sowie die funktionelle 

Flexibilität der Zellen nicht exakt abbilden (6). 

 Polarisierung der Makrophagen 

Die beschriebenen funktionalen Phänotypen entwickeln die Makrophagen als Reaktion auf 

Stimuli und Signale in ihrer unmittelbaren Mikroumgebung; dieser Prozess wird als 

Polarisation bezeichnet (59). Er kann dabei durch Kommunikation der Makrophagen mit 

anderen Zellen über Zytokine oder Chemokine sowie durch eine Veränderung des pH-Wertes 

im Gewebe induziert werden (60-62). Charakterisiert werden die polarisierten Phänotypen 
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durch die exprimierten Oberflächenproteine, produzierten Zytokine und ihre biologische 

Funktion (59). 

LPS sowie die Marker- beziehungsweise Effektorzytokine der Typ1-T-Helfer-Zellen Interferon-

g (INF-g) und TNF-a bewirken eine Polarisation der Makrophagen zum M1-Phänotyp (59, 63). 

Sie können durch die Oberflächenproteine Toll Like Rezeptor-2 (TLR-2), TLR-4, Cluster of 

Differentiation 80 (CD80), CD86, Inducible Nitric Oxide Synthase (iNOS), HLA-DR und Major 

Histocompatibility Complex II (MHC-II) charakterisiert werden (59). M1-Makrophagen wirken 

durch die Expression inflammatorischer Zytokine und Chemokine, wie TNF-a, IL-1, Interleukin-

4 (IL-4), Interleukin-6 (IL-6), Chemokine Ligand 9 (CXCL9), CXCL10, sowie die Produktion von 

iNOS in ihrer Funktion antimikrobiell und pro-inflammatorisch (51, 59, 64, 65). Nuclear Factor-

κB (NF-κB) und Signal Transducer And Activator Of Transcription 1 scheinen als wichtigste 

Transkriptionsfaktoren eine entscheidende Rolle in der Polarisation zu M1-Makrophagen zu 

spielen (51, 64, 65). Weiterhin wird eine antimikrobielle sowie antitumorale Wirkung der M1-

Makrophagen beschrieben (59, 66). 

Dem gegenüber steht die Polarisation zu M2-Makrophagen durch die anti-inflammatorischen 

Zytokine IL-4, IL-10, IL-13, IL-33 und den Transforming Growth Factor-β (TGF-β) (2, 63-65). 

Jedoch sind lediglich IL-4 und IL-13 dazu in der Lage die Aktivierung zu M2-Makrophagen zu 

induzieren (59). Andere beteiligte Zytokine verstärken diesen Effekt (67). Typische 

Oberflächenmoleküle, anhand derer M2-Makrophagen charakterisiert werden können, sind 

CD163, CD200-Rezeptor (CD200R), CD206, CD209 und Found In Inflammatory Zones 1 

(FIZZ1) (59, 68). M2-Makrophagen sind über die Hochregulation und Freisetzung anti-

inflammatorischer Zytokine und Chemokine, wie IL-10, TGF-β, CCL1, CCL17, CCL18, CCL22 

sowie CCL24, in der Lage, eine Aktivierung weiterer Makrophagen zu M2-Makrophagen zu 

bewirken (64, 69). Zudem kann dadurch ihre anti-inflammatorische und immunregulatorische 

Funktion sowie deren Beteiligung an der Geweberegeneration erklärt werden (8, 70, 71). 

Speziell M2d-Makrophagen setzen IL-10 sowie VEGF frei und fördern damit die Angiogenese 

und das Tumorwachstum (72). In der Literatur wird für M2-Makrophagen zudem ein positiver 

Einfluss auf die Parasitenbekämpfung sowie immunregulatorische Funktionen beschrieben 

(73). 

Durch die Zugabe von Granolucyte Macrophage Colony-Stimulating Factor (GM-CSF) können 

naive M0-Makrophagen zu M1-ähnlichen Makrophagen oder durch Zugabe von Macrophage 

Colony-Stimulating Factor (M-CSF) zu M2-ähnlichen Makrophagen polarisieren (74). Dabei 

handelt es sich um Vorstufen zu M1-/M2-Makrophagen, die lediglich einen Bruchteil von deren 

Eigenschaften besitzen (75). 

Ursprünglich wurde die beschriebene Polarisierung für die in vitro Beobachtungen an 

Makrophagen entwickelt (76). In vivo konnten jedoch ähnliche Polarisierungsstadien sowohl 
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unter physiologischen als auch unter pathologischen Bedingungen beobachtet werden (73). 

So konnten beispielsweise in verschiedenen Tumortypen vornehmlich M2- oder M2-ähnliche 

Makrophagen nachgewiesen werden (77). Gleichzeitig ist der Organismus als komplexes 

System mit vielen verschiedenen Zelltypen und äußeren Einflüssen zu verstehen, die auf die 

Makrophagen und deren Polarisierung einwirken (73). Daher sind in vivo immer sowohl M1- 

als auch M2-Makrophagen gleichzeitig vorhanden; die Einteilung in strikte Subtypen entspricht 

damit einer Momentaufnahme in einem weiten Spektrum an funktionellen Phänotypen (73, 78, 

79).  

Die Abbildung 2 gibt eine Übersicht über die Polarisierung der Makrophagen zu M1- 

beziehungsweise M2-Makrophagen. Dargestellt sind die auslösenden Polarisierungsfaktoren, 

deren Funktionen und die typischen Oberflächenproteine der jeweiligen 

Makrophagenpopulation. Aus Gründen der Vereinfachung wurde in dieser Darstellung keine 

Unterteilung der M2-Makrophagen in die bekannten Subpopulationen vorgenommen. 

 

 
Abbildung 2: Polarisierung der Makrophagen. 
Dargestellt sind die Polarisierungszustände von Makrophagen mit ihren jeweiligen Funktionen. 
Die Polarisierungsfaktoren sind mittig neben den M0-Makrophagen dargestellt. Typische 
ausgebildete Oberflächenproteine der jeweiligen M1-/M2-Makrophagenpopulationen sind 
neben den Zellen aufgeführt.  
Abbildung verändert nach Mohammadi et al. 2019 (79) 

 Bedeutung von Makrophagen für die Wundheilung 

Makrophagen spielen eine zentrale Rolle in der Wundheilung, eine Tatsache, die in der 

Literatur umfassend dokumentiert ist. Ihre Funktion erstreckt sich über verschiedene Phasen 

der Wundheilung und beeinflusst sowohl die Entzündungsreaktion als auch die 
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Geweberegeneration. Lucas et al. konnten in einem Mausmodell zeigen, dass die Erschöpfung 

von Makrophagen in der inflammatorischen Phase der Wundheilung zu einer verminderten 

Vaskularisation, einer verzögerten Epithelialisierung und einer unzureichenden 

Granulationsgewebebildung führt (80). Im weiteren Verlauf der Wundheilung resultierte eine 

Makrophagen-Erschöpfung in schweren Blutungen und einer unreifen 

Granulationsgewebebildung (80). Diese Ergebnisse werden durch Mirza et al. bestätigt, die 

ebenfalls eine beeinträchtigte Wundheilung sowie eine verstärkte Entzündungsreaktion nach 

Makrophagen-Depletion nachweisen konnten (81). 

Sowohl residuale Makrophagen als auch dem Knochenmark entstammende Makrophagen 

sind für die Wundheilung entscheidend (6, 49). Jedoch ist das genaue Ausmaß der Beteiligung 

dieser beiden Subpopulationen bisher nicht vollständig geklärt (6). Nach der Einleitung der 

Wundheilung migrieren im Blut zirkulierende Monozyten zeitverzögert in das Wundgebiet, wo 

sie am siebten Tag ihre maximale Konzentration erreichen (7, 10). Bis zum dritten Tag 

dominieren M1-Makrophagen die Population (2), während im weiteren Verlauf ein Übergang 

zu M2-Makrophagen erfolgt, der sowohl durch Umpolarisierung von M1-Makrophagen als 

auch durch die Differenzierung unpolarisierter Monozyten geschieht (7, 10). Kompromittierte 

Wundheilungsprozesse, wie bei diabetischen Wunden, zeigen jedoch eine veränderte 

Dynamik. Hier bleibt der Anteil von M1-Makrophagen über die gesamte Heilungsdauer erhöht, 

was mit einer chronischen Entzündung assoziiert wird (2, 82). In der frühen Phase der 

Wundheilung übernehmen Makrophagen mit M1-Phänotyp die Rolle der Neutrophilen als 

zentrale Mediatoren der Entzündungsreaktion (3). 

Neben ihrer Rolle in der Immunantwort tragen Makrophagen maßgeblich zur Angiogenese bei. 

Sie fördern durch die Produktion von MMPs die Schaffung von Platz für neu entstehendes 

Gewebe (6, 7). Zusätzlich produzieren sie chemotaktische Faktoren wie TNF-α, TGF-β und 

VEGF, welche die Migration von Endothelzellen stimulieren (4). Fantin et al. zeigten, dass 

Makrophagen die Fusion von Gefäßspitzen unterstützen und so die Bildung neuer 

Gefäßstrukturen fördern (5). Gleichzeitig verhindern sie eine überschießende Vaskularisation, 

indem sie überflüssige Gefäßstrukturen phagozytieren (43-45). 

 Extrakorporale Stoßwellentherapie 

 Physikalische Grundlagen 

Bei Extrakorporalen Stoßwellen handelt es sich um transiente, biphasische Wellen, die sich 

dreidimensional in einem Raum ausbreiten (19, 83). Sie entstehen durch eine Übertragung 

von akustischer in mechanische Energie durch die Vibrationen enthaltener Partikel in einem 
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elastischen Medium. Die hieraus resultierende Wellenfront bedingt durch den positiven 

Druckanstieg den sogenannten Shock Effect (13). Dieser beschreibt eine abwechselnde 

Dehnung und Kompression eines Mediums (13). 

Die durch Stoßwellen entstehenden Druckimpulse können mittels Hydrophonen gemessen 

werden. Die entstehenden Graphen zeichnen sich durch definierte Charakteristika aus: Es 

kommt zu einem schnellen positiven Druckanstieg mit einem Druckmaximum von bis zu 

80 MPa. Diese positive Phase dauert zwischen 1–100 µs an (13). Anschließend folgt eine 

längere negative Phase (circa 3 µs) mit einem Druckabfall bis zu einem negativen 

Spitzendruck. Dieser hat einen fünf bis zehnfach geringeren Wert als der positive Spitzendruck 

(19, 83, 84). 

Es gibt verschiedene Methoden zur Erzeugung extrakorporaler Stoßwellen. Dabei wird in der 

Medizin zwischen fokussierter ESWT (fESWT) und radialer ESWT (rESWT) unterschieden. 

Die folgenden drei Methoden zur Erzeugung von fokussierten Stoßwellen haben sich etabliert: 

piezoelektrisch, elektromagnetisch oder elektrohydraulisch. Allen Methoden liegt ein 

gemeinsames Prinzip zugrunde: Ein Druckimpuls wird durch die Umwandlung von elektrischer 

in schnelle physikalische Energie generiert und auf einen Fokuspunkt ausgerichtet (83, 85). 

Dieser dreidimensionale, länglich-ovale Fokus ist je nach Bauart des erzeugenden Gerätes 

unterschiedlich und für die jeweilige Entstehungsmethode in Form und Größe charakteristisch. 

Alle drei Methoden sind in der Lage, hochenergetische Stoßwellen zu erzeugen. Der 

Hauptunterschied besteht in der Beschaffenheit des Fokus bezüglich Form, Größe und 

Energieflussdichte (EFD) der verschiedenen Stoßwellengeräte (83, 84, 86). 

Die rESWT, die in dieser Arbeit Anwendung fand, folgt dem ballistischen Prinzip. Ein Projektil 

wird durch Druckluft oder elektromagnetische Kräfte beschleunigt und trifft auf einen Applikator 

auf. Dort gibt das Projektil bei dem Aufprall seine Energie an den Applikator, der auf der Haut 

des Patienten platziert wird, ab. An dessen Spitze entsteht der Fokus. Von diesem Punkt 

breitet sich die Druckwelle radiär und nicht-invasiv in das Gewebe aus. Die Energie der Welle 

ist im Bereich des Fokus am höchsten und nimmt mit zunehmender Entfernung ab. (20, 83, 

84, 86). 

Stellt man den gemessenen Druck der entstehenden Welle im Verhältnis zu der Pulsdauer in 

einem Diagramm dar, so zeigen sich deutliche Unterschiede zwischen den Graphen der 

fokussierten und radialen ESWT, wie in Abbildung 3 verdeutlicht. Durch rESWT werden 

Drücke von bis zu 1 MPa mit Pulsdauern von 1–5 µs erzeugt (86). Verglichen mit fokussierten 

Stoßwellen sind die erreichten Drücke bis zu hundertmal geringer und die Pulsdauern bis zu 

tausendmal länger (86).  
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Abbildung 3: Graphische Darstellung der fokussierten und radialen Stoßwelle. 
Dargestellt sind beispielhafte Graphen einer fokussierten sowie einer radialen Stoßwelle. 
Dabei wird der biphasische Charakter der fokussierten Stoßwelle deutlich: Es bildet sich eine 
positive Phase mit steilem Druckanstieg bis zu einem Druckmaximum von bis zu 80 MPa, 
welches von einer negativen elongierten Phase mit zehnmal geringerem Druck im Vergleich 
zur positiven Phase gefolgt wird (19). Der Graph einer radialen Stoßwelle unterscheidet sich 
davon deutlich; es werden Drücke bis zu 1 MPa und Pulsdauern von 1–5 µs angegeben (86). 
Modifiziert nach McClure et al. 2003 (86). 
 

Die akustische Impedanz des Mediums spielt eine wichtige Rolle bei der Ausbreitung der 

Stoßwellen und ist damit von entscheidender Bedeutung für dessen Wirksamkeit (13). Die 

Impedanz beschreibt dabei den Schallleitungswiderstand und ist für jedes Gewebe sowie 

Medium spezifisch definiert (Tabelle 1) (83). Sie ist direkt proportional zur Dichte des Mediums 

und indirekt proportional zur Schallgeschwindigkeit. 

Stößt eine Stoßwelle auf eine Grenzfläche zweier Medien, beispielsweise Luft und Haut, findet 

eine Transformation der akustischen Energie in mechanische Energie statt (87). Dabei kommt 

es auch zur Beugung und Reflektion der Welle (87, 88). Diese Phänomene führen zu einem 

Energieverlust; es wird nicht die gesamte Energie in das nachfolgende Medium übertragen 

(87, 88). Derjenige Anteil, der in mechanische Energie transformierten akustischen Energie, 

wird demnach durch den Auftreffwinkel – damit durch Reflexion, Absorption und Beugung – 

sowie durch die Größe der Impedanzdifferenz maßgeblich beeinflusst (83). Ein steiler Winkel 

resultiert dabei in einem hohen Energieverlust durch die physikalischen Wechselwirkungen 

(86). Weiterhin führt eine geringe Differenz der Impedanz an der Grenzfläche zu einem 
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niedrigen Verlust der Energie durch Reflektion und Absorption (86). Um diese Differenz in der 

klinischen Anwendung gering zu halten und damit eine echofreie Übertragung der Stoßwellen 

auf das Zielgewebe zu ermöglichen, werden diese in einem wässrigen Medium (z. B. Gel) 

erzeugt (86). Dies sorgt für eine Angleichung der akustischen Eigenschaften an das 

menschliche Gewebe (83), wodurch weniger Energie an den Grenzflächen verloren geht. 

Dennoch werden lediglich zehn Prozent der generierten Energie in das Gewebe übertragen 

(13, 89). 

Der geläufigste Parameter zur Beschreibung der Stoßwelle stellt die EFD dar. Sie ist definiert 

als Energie pro Fläche (mm²) des Fokuspunktes und wird in mJ/mm² angegeben. Dabei 

werden in der praktischen Anwendung der rESWT EFD-Werte zwischen 0,004 bis 0,8 mJ/mm² 

verwendet (13, 88). Weiterhin kann die applizierte Stoßwellenenergie in drei Energieklassen 

unterteilt werden: niedrig (0–0,1 mJ/mm²), mittel (0,1–0,3 mJ/mm²) und hoch (0,3–

0,8 mJ/mm²) (13). 

Die akustischen Impedanzen verschiedener Medien sind in Tabelle 1 aufgelistet. 

 

Tabelle 1: Akustische Impedanz verschiedener Medien. 

Nach McClure et al. (86), Ji et al. (90). 
 

Medium Akustische Impedanz [kg/s × m²] × 10-6 

Luft 0,000429 – 0,000446 

Fett 1,370 

Wasser 1,489 

Lunge 0,260 – 0,464 

Muskel 1,638 – 1,728 

Knochen 4,860 – 7,380 

Nierenstein 7,600 – 14,400 

Polystyrol 2,340 
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 Effekte der Stoßwelle auf das Gewebe  

Eine visuelle Darstellung der Wirkung von Stoßwellen auf ein biologisches Gewebe ist nur 

möglich, wenn ein Medium gewählt wird, das unterschiedliche akustische Impedanzen 

aufweist. Nur so wird an den vorhandenen Grenzflächen akustische in mechanische Energie 

übertragen (19, 83). Analog hierzu ist die Impedanzdifferenz direkt proportional zur 

biologischen Wirkung der Stoßwelle (14, 83, 88, 91). 

Ein in diesem Zusammenhang beschriebener Wirkmechanismus ist die Induktion von 

Kavitation (20). Dieser beschreibt die Entstehung von gasgefüllten Blasen im Gewebe infolge 

des schnellen Druckabfalls während der negativen Phase der Stoßwelle (19). Haben diese 

eine kritische Größe erreicht, kollabieren und platzen sie, wodurch weitere Schockwellen 

generiert werden (13). In der Folge entstehen weitere Gasblasen – es kommt zu einer 

Kettenreaktion (Abbildung 4) (13). Werden die Blasen zu groß, kollabieren diese 

asymmetrisch. Dadurch entstehen Jetstreams mit einer Strömungsgeschwindigkeit von über 

800 m/s (21). Diesen Strömungen wird bei zu hohen Geschwindigkeiten ein lokal 

destruierender Effekt zugeschrieben (92, 93). Kavitation kann jedoch auch durch den positiven 

Druckanstieg der Stoßwelle verursacht werden (86). Trifft diese auf eine stationäre Gasblase, 

wird die Gasblasenwand verformt und es kommt zu der Bildung eines Jetstreams in Richtung 

der Stoßwellenquelle (94). Diese weisen höhere Geschwindigkeiten auf und sind damit 

destruktiver als die durch kollabierende Gasblasen verursachten Jetstreams (95). 

Zudem wird vermutet, dass auf Knochen applizierte Stoßwellen die Bildung freier Radikale 

sowie eine Membranhyperpolarisation bewirkt, die für den beobachteten biologischen Effekt 

ursächlich sein sollen (96). Die Bildung von freien Radikalen sowie Sauerstoffradikalen 

konnten in Tierversuchen ebenfalls nachgewiesen werden (97). 

 

Abbildung 4: Schematische Darstellung der Effekte einer Stoßwelle in Gewebe. 
Die Abbildung zeigt die beteiligten Effekte infolge einer Behandlung von Gewebe mit 
extrakorporalen Stoßwellen. Die Stoßwelle führt zu Kavitation und dadurch zu der Bildung von 
Jetstreams; es entsteht eine Kettenreaktion, wodurch weitere Kavitation im Gewebe erzeugt 
wird (13). 
Modifiziert nach Sawicki et al. 2022 (13). 

Gasblasen 
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 Biologische Wirkung  

Der positive Effekt der ESWT auf Gewebe wird auf eine verbesserte Geweberegeneration, 

Angiogenese und Zellproliferation zurückgeführt (14, 25, 98, 99). Wie oben beschrieben, wird 

dabei die biologische Wirkung durch die Übertragung von physikalischer Energie in eine 

biologische Reaktion erklärt. Dieser Prozess wird in der Literatur als Mechanotransduktion 

beschrieben und kann mit einer Kaskade verglichen werden (84, 100). Zunächst werden die 

Zellen durch die Stoßwelle aktiviert. Dadurch wird die mRNA-Expression in den Zellkernen 

angeregt, was eine Aktivierung weiterer Organellen der Zelle – wie der Mitochondrien, des 

endoplasmatischen Retikulums oder der Zellvesikel – zur Folge hat. Im Anschluss werden 

spezifische Proteine mit geweberegenerativen Effekten produziert (84). Darunter VEGF und 

eNOS (101), die eine wichtige Rolle im Rahmen der Angiogenese einnehmen. 

In Tierversuchen und klinischen Studien konnte eine verbesserte Angiogenese des Gewebes 

nach Behandlung mit extrakorporalen Stoßwellen nachgewiesen werden (102-104). 

Zurückgeführt wird dieser Effekt unter anderem auf eine verbesserte Migration von 

endothelialen Vorläuferzellen (99, 105). Erklärt wird dies durch eine direkte Hochregulation der 

Konzentration von Stromal Cell-Derived Factor-1 (SDF-1) und VEGF sowie durch eine 

indirekte Erhöhung der beiden Faktoren aufgrund einer zuvor erhöhten Konzentration an HIF-

1α (97, 99, 106). Weiterführend wird in der Literatur der Einfluss der ESWT auf die 

Angiogenese durch die Aktivierung eines mechanosensorischen Komplexes diskutiert (105). 

Dieser beinhaltet Vascular Endothelial Growth Factor Rezeptor-2, Vascular Endothelial-

Cadherin und Platelet Endothelial Cell Adhesion Melecule-1 und vermittelt die 

Phosphorylierung von Akt, eNOS und Extracellular Signal-Regulated Protein Kinases 1 and 2 

(ERK 1/2), die weiterführend zu einer Migration von endothelialen Vorläuferzellen beitragen 

(101, 105). 

Der Prozess der Neovaskularisation ist eng verbunden mit der Anwesenheit von MMPs. Sie 

sind essentiell für die Zersetzung der Extrazellularmatrix, um Platz zu schaffen für die 

Entstehung neuer Gefäßformationen (105). Besonders MMP-9 spielt bei der Angiogenese eine 

entscheidende Rolle, da es zusätzlich Zytokine wie VEGF aktiviert (107). Ein Anstieg an MMP-

9 nach der Behandlung mit ESWT konnte bereits in ovo beobachtet werden (14). 

Zahlreiche Studien befassen sich mit der Beeinflussung der Wundheilung durch die ESWT. 

So konnte ein anti-inflammatorischer Effekt nach der Behandlung von Pferden in vivo 

beobachtet werden (108). Auf molekularer Ebene ist dieser Effekt jedoch noch nicht eindeutig 

erklärbar. Es konnte in vitro eine Verminderung der NF-κB-Aktivierung sowie NF-κB 

abhängigen Genaktivierung mit der Folge der reduzierten Ausschüttung inflammatorischer 

Zytokine, wie iNOS und TNF-α, durch Behandlung mit ESWT nachgewiesen werden (109). 

Außerdem wurde eine Modulation der Entzündungsreaktion im Gewebe durch eine Stimulation 
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des TLR3 Signalwegs (110) sowie eine herunterregulierte Leukozyteninfiltration nach 

Behandlung mit ESWT beschrieben (111). Eine Aktivierung von ruhenden Makrophagen 

konnte zwar nicht nachgewiesen werden, jedoch konnten Sukubo et al. in vitro die 

Verminderung der pro-inflammatorischen Charakteristika von M1-Makrophagen sowie die 

Unterstützung der anti-inflammatorischen Charakteristika von M2-Makrophagen durch die 

Behandlung einer Zellkultur mit ESWT beobachten (24). Dies legt die Möglichkeit einer 

Modulation der makrophagenassoziierten Immunantwort durch die Behandlung mit 

extrakorporalen Stoßwellen nahe. 

 Problemstellungen im Versuchsaufbau 

Um die molekularen Mechanismen der ESWT in vitro untersuchen zu können, ist ein 

Versuchsmodell erforderlich, das die Energieübertragung und die vermuteten Effekte auf 

zellulärer Ebene möglichst realitätsgetreu abbildet. Herkömmliche Ansätze zeigen in diesem 

Zusammenhang deutliche Limitationen, wie die bislang einzige vergleichbare Studie von 

Sukubo et al. verdeutlicht (24). 

Sukubo et al. untersuchten die Wirkung der ESWT auf die Polarisation von M0- 

beziehungsweise M1-/M2-Makrophagen, wobei unfokussierte Stoßwellen mittels eines 

elektrohydraulischen Stoßwellenapplikators erzeugt wurden (24). Um Kavitation zu 

vermeiden, verwendeten die Autoren einen mit entgastem Wasser gefüllten Behälter und 

richteten die Stoßwellen aus einem Abstand von 5 cm auf eine Zellkulturflasche aus Kunststoff 

(Polystyrol), die sich im Wasserbad befand und in der die Zellen adhärent auf der Oberfläche 

kultiviert wurden. Eine EFD von 0,1 beziehungsweise 0,03 mJ/mm² wurde eingesetzt und die 

Flaschen vollständig mit Medium gefüllt, um eine Weiterleitung der Stoßwellen durch Luft zu 

vermeiden. Nach der Behandlung erfolgte die Analyse der M1- und M2-Markergene mittels 

quantitativer Polymerase-Kettenreaktion (qPCR) (24). Die Ergebnisse zeigten, dass die 

Stoßwellenbehandlung keine Wirkung auf die Aktivierung von M0-Makrophagen hatte (24). 

Jedoch wurden signifikant erniedrigte Werte von M1-Markergenen (CD80, COX2, CCL5) 

sowie ein signifikanter Anstieg von M2-Markergenen (ALOX15, MRC1, CCL18) beschrieben 

(24). Trotz dieser Erkenntnisse weist der beschriebene Versuchsaufbau erhebliche 

methodische Limitationen auf, die die Validität der Ergebnisse einschränken. Ein zentrales 

Problem stellt die akustische Impedanz dar: Die Differenz der Impedanzwerte zwischen dem 

Polystyrol der Zellkulturflasche und dem Wasser beträgt 0,851 (Tabelle 1), was gemäß den 

physikalischen Eigenschaften von Stoßwellen zu einer maßgeblichen Reflexion und somit 

einem Verlust der übertragenen Energie an der Grenzfläche führt (90). Dadurch geht ein 

wesentlicher Teil der Stoßwellenenergie bereits an der Oberfläche verloren, bevor die Zellen 

erreicht werden. 
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Ein weiterer methodischer Kritikpunkt liegt in der adhärenten Kultivierung der Zellen auf der 

Grenzfläche der Zellkulturflasche. Die Effekte der Stoßwellen werden jedoch in einem 

dreidimensionalen Raum erwartet, wie er in einem Gewebe vorliegt. Da die untersuchten 

Zellen in solchen Modellen nur zweidimensional verteilt sind, können die Ergebnisse nicht 

ohne Weiteres auf den Organismus übertragen werden. Auch Untersuchungen an 

freischwimmenden Zellen in Suspension führen zu weiteren Einschränkungen: Hier kommt es 

durch die Stoßwellen lediglich zu einer Bewegung der Zellen im Medium, während zentrale 

physikalische Phänomene der ESWT wie Kavitation und Flüssigkeitsströme in 

Interzellularräumen in solchen Modellen nicht nachgebildet werden können. 

Zusammenfassend ist die Validität solcher Studien durch die beschriebenen methodischen 

Limitationen infrage zu stellen. Für eine belastbare Untersuchung der molekularen und 

zellulären Effekte der ESWT ist daher die Entwicklung eines dreidimensionalen Modells 

unabdingbar, das die physiologischen Bedingungen des Gewebes besser simuliert und die 

komplexen Mechanismen der Stoßwellenwirkung realitätsgetreuer abbilden kann. 

 3D-Modelle in der Zellkultur 

Die Informationen, die aus Untersuchungen an Zellen in zweidimensionaler (2D) Zellkultur 

gewonnen werden können, sind, wie oben beschrieben, begrenzt. Dahingegen bieten 3D-

Zellkulturmodelle die Möglichkeit, die komplexen, dynamischen Abläufe der Zell-Zell 

Kommunikation und Zell-Zell- beziehungsweise Zell-Matrix-Interaktion untereinander sowie 

deren Beeinflussung durch äußere Stimuli besser wiederzugeben (112-115). In der Literatur 

wird Zellen eine Wahrnehmung der sie umgebenden EZM zugeschrieben; abhängig von deren 

Beschaffenheit können sich die Zellen in ihrer Morphologie, Funktion und Organisation ihres 

Zytoskeletts an das vorherrschende Mikromilieu anpassen (113, 116). Eine Kommunikation 

der Zellen mit der EZM kann jedoch in einer 2D-Kultur nicht stattfinden (115). Daher haben 

Zellen, die in einer solchen Umgebung kultiviert werden, komplexe Vorgänge, wie die 

Regulation der Transkription, Apoptose, Expression von Rezeptoren oder Zellproliferation an 

ihre Kultivierungsumgebung angepasst (117-120). Remuzzi et. al beschreiben beispielsweise 

die morphologische Adaptation von mesenchymalen Stammzellen in unterschiedlichen 

Kultivierungsformen (121). In einer 2D-Kultur zeigen sich die Zellen spindelförmig, mit einem 

großen Zellkern und ausgedehntem Zytoplasma, wohingegen in einem 3D-Modell kultivierte 

mesenchymale Stammzellen als sternförmig mit kleinen, sphärischen Zellkernen beschrieben 

werden (121). 

Zusammenfassend wird angenommen, dass zur Untersuchung der in vivo beobachteten 

Effekte der ESWT in vitro ein 3D-Modell einer 2D-Zellkultur vorzuziehen ist. 
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Verschiedene Methoden der 3D-Zellkultur werden zur Kultivierung von Zellen angewendet. 

Allgemein können die häufig verwendeten Systeme in zwei Kategorien unterteilt werden: 

Methoden, basierend auf einem Scaffold sowie Methoden ohne die Verwendung eines 

Scaffolds. Ein Scaffold bezeichnet dabei ein Trägermaterial, dass das 3D-Konstrukt 

stabilisieren und im Verlauf funktionell unterstützen soll, um das Zellwachstum, den Aufbau 

der extrazellulären Matrix sowie die Zelldifferenzierung zu fördern (112). Kultivierungsmodelle, 

die ohne eine mit den Zellen interagierende Matrix auskommen, basieren in der Regel auf der 

eigenständigen Bildung von Zellaggregaten, die nicht-adhärente 3D-Strukturen erzeugen, 

sogenannte Sphäroide (112, 122, 123). In der Literatur werden für eine solche Anwendung 

beispielsweise die Hanging Drop Methode oder die Verwendung von Ultra-Low Attachment 

Coating Kulturplatten beschrieben (124, 125). Beide Methoden zielen darauf ab, den Kontakt 

der Zellen mit der Unterlage zu minimieren und so die Ausbildung der Sphäroide zu 

begünstigen (114). Vor allem in der Tumorforschung finden solche Systeme Anwendung, da 

sie die Mikroumgebung in einem Tumor präziser als andere Systeme wiedergeben können 

(112, 114).  

Eine Alternative bieten Scaffold-basierte 3D-Konstruktionen. Sie ermöglichen den Entwurf 

komplexer Modelle, die sowohl Interaktionen zwischen den Zellen untereinander als auch 

zwischen den Zellen und Komponenten der Mikroumgebung, wie löslichen Faktoren, EZM 

oder Endothelzellen, erlauben (114, 115). Die verwendeten Scaffolds können dabei je nach 

Versuchsanforderung variieren; es finden sowohl synthetische als auch natürliche Materialien 

Anwendung (112). Konstruktionen auf Basis von Membranen, Gelen oder Schwämmen 

werden am häufigsten angewendet (126). Die Zellen werden dabei entweder durch Inklusion 

in die Matrix aufgenommen oder direkt auf das 3D-Konstrukt mittels Pipette oder 3D-

Biodrucker aufgebracht (112, 127). Das Aussäen von Zellen findet vor allem auf polymeren 

harten Scaffolds, wie natürlichen Kollagenmembranen oder Hydrogelen Anwendung (112, 

115, 128, 129). Ein Vorteil der Verwendung von Kollagen-basierten 3D-Gerüsten besteht in 

der Möglichkeit, verschiedene Zelltypen in Bi- oder Trikultur zu kultivieren, um sie im Anschluss 

im Hinblick auf unterschiedliche Fragestellungen hin zu analysieren, wobei die Zellen zu 

verschiedenen Zeitpunkten auf die Matrices aufgebracht werden können (128, 129). Zudem 

fördert das Kollagen-Netzwerk Zell-Zell-Interaktionen und dessen Verwendung lässt 

Rückschlüsse auf Interaktionen zwischen den Zellen und der sie umgebenden Matrix zu (112, 

114). 

Im Gegensatz dazu wird die Aufnahme der Zellen direkt in die 3D-Kulturen durch die 

Verwendung von Hydrogelen ermöglicht (112, 115). Solche Systeme finden in der Literatur 

breite Anwendung, wobei sie entweder natürlichen oder synthetischen Ursprungs sein können. 

Natürliche Hydrogele bestehen häufig aus Fibrinogen oder Kollagen, wie das in dieser Arbeit 
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verwendete PureCol®, einer Mischung aus Proteinen der EZM, wie beispielsweise Matrigel®, 

Gelatine, Chitosan oder Alginat (112, 114, 130). Sie sind biokompatibel und bioaktiv, wodurch 

sie einen positiven Einfluss auf die Viabilität und Proliferation der Zellen haben (131, 132). 

Polymere aus Polylactiden, Polyethylenglykol oder Polyvinylacetat sind hingegen typische 

Bestandteile synthetischer Hydrogele (130). Allgemein werden Hydrogele als nicht 

quervernetzte, hydrophile Polymere definiert, die durch kovalente Bindungen, Ionenbindungen 

und physikalische Kräfte zusammengehalten werden (133-135). Ihr hydrophiler Charakter 

erlaubt es ihnen, große Mengen an Wasser beziehungsweise Medium aufzunehmen; sie 

imitieren so die Eigenschaften der EZM von Weichgewebe, erzeugen eine gewebeähnliche 

Struktur und sorgen für eine dauerhafte Verfügbarkeit von Stimulantien wie 

Wachstumsfaktoren oder Zytokinen (115, 136). Die Poren der Matrix erlauben zudem die 

Diffusion durch das Hydrogel, wodurch lösliche Inhaltsstoffe eines Nährmediums den Zellen 

ebenfalls zur Verfügung stehen (136). Ein weiterer Vorteil der Hydrogele liegt in ihrer 

Modulierbarkeit. Durch Anpassung der Kollagenkonzentration können die mechanischen 

Eigenschaften des 3D-Konstrukts präzise an die eigenen Anforderungen angepasst werden 

(137, 138). Durch die Möglichkeit der biologischen Abbaubarkeit der Hydrogel-Matrix lässt die 

Methodik eine Analyse der Zellen zu (115). 
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3 Material und Methoden 

 Material 

 Verwendete Zellen 

Tabelle 2: Primärzellen mit Angabe des Isolationsgewebes 
 

Primärzellen Isolationsgewebe 

Makrophagen Buffycoat (BC) aus humanem Spenderblut  

Fibroblasten Humane Mundschleimhaut 

Human Umbilical Vein Endothelial Cells 

(HUVEC) 

Venenendothel humaner Nabelschnur 

 

 Verbrauchsmaterialien 

Tabelle 3: Verwendete Verbrauchsmaterialien mit Herstellerangaben. 
 

Verbrauchsmaterial Hersteller 

Biopsy Punch (6 mm) Stiefel Laboratorium, Durham, NC, USA 

CELLSTAR® Zellkulturflasche  

- 25 mm2 

- 75 mm2 

- 125 mm2 

Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

Deckgläschen 24 x 50 mm VWR International GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 

Desinfektionstücher Schülke & Mayr GmbH, Norderstedt, 

Deutschland 
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Einmalhandschuhe VWR International GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 

Eppendorf Tube®  

- 2 ml 
- 500 µl 
- 200 µl 

Eppendorf SE, Hamburg, Deutschland 

Gummiwischer, spatenförmig Karl Hecht GmbH & Co. KG, Sondheim vor 

der Rhön, Deutschland  

- Pipettenspitzen, PIPETMAN® DIAMOND 

Tips  

- 10 µl 

- 200 µl 

- 1000 µl 

Gilson Inc., Middleton, WI, USA 

 Röhrchen, Cellstar® Tubes 

- 15 ml 

- 50 ml 

Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

Rollenpflaster, Leukosilk® BSN medical GmbH, Hamburg, Deutschland 

Rundbodenröhrchen für das FACS (5 ml), 

Corning™ Falcon™  
Corning Inc., Glendale, AZ, USA 

Serologische Pipetten, Cellstar®  

- 2 ml 
- 5 ml 
- 10 ml 

- 25 ml 

Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

Silk 2/0 SH-1 Plus Nahtmaterial Ethicon, Inc., Raritan, NJ, USA 

Ultraschallbezug, FLEXASOFT®  Udo Heising GmbH, Putzbrunn, Deutschland 

Ultraschallgel, SONOSID® Asid Bonz GmbH, Herrenberg, Deutschland 
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Vasofix Braunüle (G18) B. Braun SE, Melsungen, Deutschland  

Zellkulturplatte 6 Well, Nunc™ mit  

UpCell™ Oberfläche 

Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

Zellkulturplatte 6 Well, Cellstar® Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

Zellkulturplatte 12 Well, Cellstar® Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

Zellkulturplatte 96 Well, U-Form, Cellstar®  

 

Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

Zellkulturschale (145 / 20 mm), Cellstar® Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, 

Österreich 

 

 Zusätze der Zellkulturmedien 

Tabelle 4: Verwendete Zellkulturmedien und Zusätze mit Herstellerangaben. 
 

Substanz  Hersteller 

Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium 

(DMEM) 

Gibco/Thermo Fisher Scientific Inc., 

Waltham, MA, USA 

Endopan 3 Ready-To-Use PAN-Biotech GmbH, Aidenbach, 

Deutschland 

Fötales Kälberserum (FCS) Gibco/Thermo Fisher Scientific Inc., 

Waltham, MA, USA 

GlutaMAX™ Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

Penicillin-Streptomycin (P/S) Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 



Material und Methoden 

22 

recombinant human Granulocyte 

Macrophage-Colony Stimulating Factor 

(rh GM-CSF) 

ImmunoTools GmbH, Friesoythe, 

Deutschland 

recombinant human Macrophage-Colony 

Stimulating Factor 

(rh M-CSF) 

ImmunoTools GmbH, Friesoythe, 

Deutschland 

recombinant human Interferon Gamma (rh 

INF-g) 
ImmunoTools GmbH, Friesoythe, 

Deutschland 

recombinant human Interleukin-4 (rh IL-4) R & D Systems, Inc., Minneapolis, MN, USA 

Roswell Park Memorial Institute (RPMI) 1640 

Medium 1x konzentriert 
Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

RPMI 1640 Medium 10x konzentriert Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

 

 Antikörper und Farbstoffe  

Tabelle 5: Verwendete Antiköper und Todfarbstoff mit Angabe von Anwendung, 
Artikelnummer und Hersteller. 
Angewendet wurden die Antikörper in der in der Immun-Fluoreszenzfärbung (IF), in der 
Durchflusszytomtrie (DZ) und in der immunohistochemischen Färbung (IHC). Die 
Fluoreszenzmarkierung der für die Durchflusszytometrie verwendeten Antikörper ist in 
Klammern angegeben. 
 

Antikörper Anwendung   Artikelnummer Hersteller 

Alexa Fluor® 647 Anti-Human 

CD31 Antibody, Clone WM59, 

Monoclonal Mouse 

IF (1:50) 303111 BioLegend®, 

San Diego, CA, 

USA 

Anti-Human CD45, PerCP DZ  304026 BioLegend®, 

San Diego, CA, 

USA 
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Anti-Human CD163, Brilliant Violet 

605 

DZ  333616 BioLegend®, 

San Diego, CA, 

USA 

Anti-Human CD200R, 

PE/Cyanine7 

DZ  329312 BioLegend®, 

San Diego, CA, 

USA 

Anti-Human CD209, FITC DZ  330104 BioLegend®, 

San Diego, CA, 

USA 

Anti-Tenascin Antibody, Clone 

BC-24, Monoclonal Mouse 

IHC (1:50000) T2551 Sigma-Aldrich, 

St. Louis, MO, 

USA 

CD31, Endothelial Cell 

(Concentrate), Clone JC70A, 

Monoclonal Mouse 

IHC (1:50) M0823 Dako, Santa 

Clara, CA, USA 

CD45, Leucocyte Common 

Antigen, Clones 2B11 + PD7/26, 

Anti-Human, Monoclonal Mouse  

IHC (1:50) M0701 Dako, Santa 

Clara, CA, USA 

F(ab’)2-Goat Anti-Mouse IgG 

(H+L) Cross- Adsorbed 

Secondary Antibody, Alexa 

FluorTM 488, Polyclonal Goat  

IF (1:200) A-11007 Thermo Fisher 

Scientific Inc., 

Waltham, MA, 

USA 

Monoclonal CD86 (B7-2), PE DZ  12-0869-42 Thermo Fisher 

Scientific Inc., 

Waltham, MA, 

USA 

SYTOX® Blue Dead Cell Stain DZ (450/50-A) S34857 Thermo Fisher 

Scientific Inc., 

Waltham, MA, 

USA 
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 Chemikalien 

Tabelle 6: Verwendete Chemikalien mit Herstellerangaben. 
 

Chemikalie Hersteller 

Ampuwa®, Sterilwasser Fresenius Kabi, Bad Homburg vor der Höhe, 

Deutschland 

Bovines Serumalbumin Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

Dako REALTM Antibody Diluent  Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA 

Dako REALTM EnVisionTM Detection System, 

Peroxidase/DAB+, Rabbit / Mouse 
Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA  

Desinfektionslösung, Terralin® Liquid Schülke & Mayr GmbH, Norderstedt, 

Deutschland 

Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline 

(DPBS), steril filtriert 
Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

Eosin 1 %, wässrig  Morphisto GmbH, Offenbach, Deutschland  

Ethanol 70 % Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Ethanol 96 % vergällt mit IPA, MEK und 

Bitrex reinst 
AppliChem GmbH, Darmstadt, Deutschland 

Ethanol 99,8 % vergällt mit IPA, MEK und 

Bitrex reinst 
AppliChem GmbH, Darmstadt, Deutschland 

Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

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

Deutschland 

Hanks´ Balanced Salt Solution  

(HBSS), steril filtriert  

Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

HEPES solution 1 M Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 
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Mikroskopier-Einschlussmittel Hico-Mic Hico, Köln, Deutschland 

Humanes Immunglobulin, Privigen® CSL Behring GmbH, Marburg, Deutschland 

Kaliumchlorid (KCl) Merck, Darmstadt, Deutschland 

Kalziumchlorid Dihydrat (CaCl2 2H2O) Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

Kollagenase Typ I, steril filtriert,  

125 U/mg 

Worthington Biochemical Corporation, 

Lakewood, NJ, USA 

Kollagenase Typ II, steril filtriert,  

125 U/mg 

Worthington Biochemical Corporation, 

Lakewood, NJ, USA 

Kollagenase Typ CLSII Biochrom GmbH, Berlin, Deutschland 

Kollagen-Lösung, PureCol® 3 mg/ml (bovin) Advanced BioMatrix Inc., Carlsbad, CA, USA  

Kollagenmembran, Bio-Gide® Geistlich, Pharma AG, Wolhusen, Schweiz 

Natriumchlorid (NaCl) p.a. Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Natriumhydroxid (NaOH), 0,1 M, steril filtriert Advanced BioMatrix Inc., Carlsbad, CA, USA  

ROTI®Histofix Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Target Retrieval Solution, pH 9 (10X)  AppliChem GmbH, Darmstadt, Deutschland 

Trennlösung, BioColl®  

(Dichte: 1,077 g/ml) 

Bio&SELL GmbH, Feucht bei Nürnberg, 

Deutschland 

TritonTM X-100 Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

Trypanblaulösung (0,4 %) Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

Wasserstoffperoxid (H2O2) Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 

Deutschland 

Xylene, mixture of isomers AppliChem GmbH, Darmstadt, Deutschland 
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Zelldetachment-Lösung, Accutase®  Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA 

 

 Zellkulturmedien, Puffer und Lösungen 

Tabelle 7: Verwendete Zellkulturmedien, Puffer und Lösungen mit ihren 
Zusammensetzungen. 
 

Zellkulturmedium, Puffer, Lösung Zusammensetzung 

Adhärenzlösung - RPMI 1640 

- GlutaMAX™ (1 %) 

1 % BSA-DPBS-Lösung - 1 % BSA in DPBS 

Differenzierungsmedium M1-ähnliche 

Makrophagen (M1-ähnliche-DM) 
- RPMI 1640 

- GlutaMAX™ (1 %) 

- humanes Plasma (1 %) 

- 50 ng/µl rh GM-CSF 

Differenzierungsmedium M1-Makrophagen 

(M1-DM) 
- RPMI 1640 

- GlutaMAX™ (1 %) 

- humanes Plasma (1 %) 

- 50 ng/µl rh GM-CSF 

- 20 ng/µl rh INF-g 

Differenzierungsmedium M2-Makrophagen 

(M2-DM) 
- RPMI 1640 

- GlutaMAX™ (1 %) 

- humanes Plasma (1 %) 

- 50 ng/µl rh M-CSF 

- 20 ng/µl rh IL-4 

DPBS + EDTA (steril filtriert) - DPBS 

- 1 mM EDTA 

Fibroblasten-Medium - DMEM 

- 10 % FCS 
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- 1 % P/S 

Fluorescence Activated Cell Sorting (FACS) 

-Puffer (FP) 
- DPBS 

- 1 mM EDTA 

- Humanes Albumin (0,5 %) 

- 10 µg/ml Privigen® 

HUVEC-Medium - Endopan 3 Ready-To-Use 

Kollagengel-Ansatz - 4000 µl PureCol®  

- 500 µl RPMI 1640 (10x konzentriert) 

- 1070 µl NaOH 

- 50 ng/µl rh GM-CSF 

Kollagengel-Ansatz Positivkontrolle - 4000 µl PureCol®  

- 500 µl RPMI 1640 (10x konzentriert) 

- 1070 µl NaOH 

- 50 ng/µl rh M-CSF 

- 20 ng/µl rh IL-4 

Kollagenase II-Lösung  - 1 µg Kollagenase Typ CLSII in 1 ml 

Kollagenase II-Puffer  

Kollagenase II-Puffer - 3,9 g NaCL 

- 0,5 g KCl 

- 2,4 g HEPES (1M) 

- 0,7 g CaCl2 2H2O 

- pH 7,2 einstellen und auf 1 L mit 

vollentsalztem Wasser (VE-Wasser) 

auffüllen 

Kollagenase Typ I-Lösung - 100 mg Kollagenase Typ I, 125 U/mg 

- 10 ml HBSS 

Kollagenase Typ II-Lösung - 100 mg Kollagenase Typ II, 

125 U/mg 

- 10 ml HBSS 
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Kollagen-Verdauungslösung  - 1 ml Kollagenase Typ I-Lösung 

- 1 ml Kollagenase Typ II-Lösung 

- 8 ml DPBS 

Waschlösung für Peripheral Blood 

Mononuclear Cells (PBMCs) 
- 500 ml DPBS 

- 1 ml 0,5 M EDTA 

 

 Gebrauchsgegenstände und Geräte 

Tabelle 8: Verwendete Gebrauchsgegenstände und Geräte mit Herstellerangabe. 
 

Gerät Hersteller 

Autoklav, Varioclav Classic 3000 EP-Z RL HP Medizintechnik GmbH, 

Oberschleißheim, Deutschland 

Chirurgische Schere Pluradent GmbH & Co.KG, Frankfurt am 

Main, Deutschland 

Dampfgarer Braun, Kronberg im Taunus, Deutschland 

Durchflusszytometer, BD FACSCantoTM II Becton, Dickinson and Company, Franklin 

Lakes, NJ, USA  

Eismaschine   Interkontinentale ZIEGRA Eismaschinen 

GmbH, Isernhagen, Deutschland 

Elektronische Pipette, Accu-Jet® pro  Brand GmbH + Co.KG, Wertheim, 

Deutschland 

Feuchtkammer Eigene Anfertigung 

Fettstift Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA 

Fluoreszenzmikroskop TCS SP8 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, 

Deutschland 
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Gefrierschrank (–20 °C) Robert Bosch Hausgeräte GmbH, München, 

Deutschland 

Inkubator, Heraeus BB16 Heraeus Instruments, Hanau, Deutschland 

Kühlschrank (4 °C) Robert Bosch Hausgeräte GmbH, München, 

Deutschland 

Laborflasche, Duran®  Schott AG, Mainz, Deutschland 

Mikroliterpipette PIPETMAN®  

- 0,5 – 10 µl 

- 2 – 20 µl 
- 20 – 200 µl 
- 100 – 1000 µl 

Gilson Inc., Madison, WI, USA 

Mikroskop, Leica DM2000 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, 

Deutschland 

Mikroskop, Leica DMi1 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, 

Deutschland 

Mikroskopkamera, Leica Flexcam C1 Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, 

Deutschland 

Mini-Zentrifuge, Spectrafuge™  Labnet International Inc., NC, USA 

pH-Meter CG 840 Schott AG, Mainz, Deutschland 

Schlittenmikrotom SM200R Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, 

Deutschland 

Schüttler VF2 IKA-Werke, Staufen im Breisgau, 

Deutschland 

Sicherheitswerkbank, Hereaus HS 12 Heraeus Instruments, Hanau, Deutschland 

Stativ, Jenway™  Cole-Parmer Instrument Company Ltd, St. 

Neots, UK 
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Stoßwellengerät, Swiss DolorClast® Classic EMS, Nyon, Schweiz 

Thermoschüttler pro Cellmedia, Zeitz, Deutschland 

Wasserbad, beheizbar VWR International GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 

Zählkammer, Neubauer-Improved  Laboroptik Ltd., Lancing, UK 

Zentrifuge, Megafuge™ 16 Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

Zentrifuge, Megafuge™ 16R  Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 

USA 

 

 Software 

Tabelle 9: Verwendete Software mit Angabe der Version. 
 

Software Version 

BD FACSDiva 8.0.1 

ImageJ 2.0.0-rc-59/1.51n 

Leica Flexcam C1 1.12a 

Microsoft PowerPoint 16.43 

Microsoft Word 16.43 

SPSS 27 
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 Methoden 

 Steriles Arbeiten  

Während der Laborarbeit wurden Einmalhandschuhe getragen. Die Durchführung aller 

Versuchsbestandteile mit lebenden Zellen erfolgte in einem sterilen Umfeld unter der 

Sicherheitswerkbank. Dabei wurden alle verwendeten Materialien, die mit den Zellen in 

Berührung getreten sind, erst innerhalb der Sicherheitswerkbank aus ihren sterilen 

Verpackungen entnommen. Unsterile Gebrauchs- und Verbrauchsmaterialien wurden vor ihrer 

Verwendung autoklaviert mit Ausnahme des Gummiwischers, dessen Reinigung vor der 

Verwendung in 70 %igem Ethanol für 5 Minuten stattfand. Alle Gegenstände, die keinen 

direkten Kontakt mit den lebenden Zellen hatten, wie Halterungen und die Gefäße von 

Zellkulturmedien oder -zusätzen, wurden vor der Benutzung unter der Sicherheitswerkbank 

mit einem in Terralin® getränkten Tuch von außen desinfiziert. 

 Isolation der Primärzellen 

Die Isolation der Primärzellen erfolgte in Übereinstimmung mit der Deklaration von Helsinki 

und wurde anonym ohne die Aufzeichnung patientenbezogener Daten durchgeführt. 

Genehmigt wurde dies durch die örtliche Ethikkommission für die Isolation der Fibroblasten 

und HUVEC (Landesärztekammer Rheinland-Pfalz, Nr. 2021-15794_1) sowie für die Isolation 

der PBMCs (Landesärztekammer Rheinland-Pfalz, Nr. 2021-16270). 

3.2.2.1 Isolation HUVECs 

Mittels Kollagenase II-Lösung (Tabelle 7) erfolgte die Isolation der HUVECs aus dem 

Venenendothel einer Nabelschnurspende. Jeweils 10 ml der Kollagenase II-Lösung wurde 

über eine Braunüle in die zuvor mit seidenem Nahtmaterial abgeschnürte Nabelschnurvene 

eingebracht und bei 37 °C für 12 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 

95 % Luftfeuchtigkeit inkubiert. Anschließend wurde die Kollagenase II-Lösung in ein 

Röhrchen überführt und die Nabelschnurvene zweimal mit 20 ml DPBS gespült, wobei die 

Spül-Lösung ebenfalls in das Röhrchen gegeben wurde. Danach erfolgte die Zentrifugation für 

5 Minuten bei 900 Revolutions Per Minute (rpm) und Raumtemperatur. Der Überstand wurde 

verworfen und das Zellpellet in 5 ml HUVEC-Medium (Tabelle 7) resuspendiert. Nach der 

Überführung der Suspension in eine 25 mm2 Zellkulturflasche erfolgte die Inkubation in einem 

CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit. Am nächsten Tag wurden die 

Zellen mittels DPBS einmal gespült und 5 ml HUVEC-Medium hinzugegeben. Nach drei Tagen 

oder 90 %iger Konfluenz der Zellen unter dem Lichtmikroskop wurden diese mit Accutase® für 

5 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit gelöst und in 
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eine große Zellkulturflasche überführt. Es erfolgte ein regelmäßiger Wechsel des Mediums alle 

48 bis 72 Stunden. 

Erreichte die Konfluenz der HUVECs in der Zellkulturflasche unter dem Lichtmikroskop 90 %, 

wurden sie mit Accutase® für 5 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % 

Luftfeuchtigkeit gelöst. Anschließend erfolgte die Zentrifugation für 5 Minuten bei 900 rpm und 

Raumtemperatur. 

3.2.2.2 Isolation Fibroblasten 

Zu Beginn der Isolation der Fibroblasten aus oraler Schleimhaut wurde das Spendergewebe 

zweimal in 70 %iger Ethanol-Lösung desinfiziert und anschließend dreimal mit DPBS gespült. 

In der Folge wurde das Epithel der Proben mit Hilfe eines Skalpells von dem restlichen 

Gewebe getrennt und in 2 mm große Teile geschnitten. Je vier dieser Teilstücke wurden in ein 

Well einer 6 Well Zellkulturplatte gegeben und für 15 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37°C, 

5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit inkubiert. Im Anschluss wurde zu jedem Well 1,5 ml 

Fibroblasten-Medium hinzugegeben. Die Zellkulturplatte wurde so lange in einem CO2-

Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit inkubiert, bis eine 90 %ige Konfluenz 

unter dem Lichtmikroskop erreicht war; ein Wechsel des Mediums fand alle 48 Stunden statt. 

Daraufhin wurden die Gewebeteilstücke entfernt, die Zellen einmalig mit DPBS gewaschen 

und anschließend mit Accutase® für 5 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 

95 % Luftfeuchtigkeit gelöst. Die Zellsuspensionen eines Spenders wurden in einem Röhrchen 

zusammengeführt und für 5 Minuten bei 300 x g und Raumtemperatur zentrifugiert. Das 

Zellpellet wurde anschließend in 5 ml Fibroblasten-Medium resuspendiert und in eine große 

Zellkulturflasche überführt, die in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % 

Luftfeuchtigkeit inkubierte. Ein Wechsel des Mediums erfolgte alle 48 bis 72 Stunden. Die 

Passagierung der Zellen fand bei Erreichen einer Konfluenz von 90 % statt. 

3.2.2.3 Isolation primärer mononukleärer Zellen  

Die PBMCs wurden aus einem BC von Spenderblut isoliert. Bei einem BC handelt es sich um 

ein Nebenprodukt der Erythrozyten- oder Thrombozytenkonzentratherstellung, das 

vorwiegend Leukozyten enthält. An dem jeweiligen Vortag der Versuchsdurchführung wurde 

der BC durch die Transfusionszentrale der Universitätsmedizin Mainz aus 460 ml humanem 

Spenderblut isoliert und bei Raumtemperatur gelagert. Er umfasste ein durchschnittliches 

Volumen von 55 – 65 ml. 

Die Isolation der PBMCs erfolgte mittels Dichtegradientenzentrifugation. Dafür wurden 

zunächst jeweils 15 ml der BioColl® Trennlösung in drei 50 ml Röhrchen gegeben; und 

anschließend 20 ml Spenderblut langsam zu der Trennlösung pipettiert, ohne dass sich die 
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beiden Medien vermischten. Die Zentrifugation erfolgte für 30 Minuten bei 21 °C, 800 x g und 

ohne Bremse. Durch die Zentrifugation entstanden im Röhrchen 4 Schichten: die oberste 

Schicht bestand aus Plasma, darunter befand sich eine weißliche, aus PBMCs bestehende, 

Schicht. Unterhalb dieser folgte die Schicht der Trennlösung. Basal kamen die Erythrozyten 

zu liegen (Abbildung 5). 

 

Abbildung 5: Buffycoat nach Dichtegradientenzentrifugation. 
Die Abbildung zeigt den Buffycoat in einem 50 ml Röhrchen nach der 
Dichtegradientenzentrifugation. Dargestellt sind die voneinander abgegrenzten Schichten. 
Von oben nach unten zu sehen sind: das Plasma, die Schicht mit den PBMCs, die BioColl® 

Trennlösung und die Erythrozytenschicht. 
 

Mit einer 5 ml Pipette erfolgten anschließend die Entnahme der PBMC-Schicht und die 

Überführung in eine zuvor angesetzte, gekühlte (4 °C) Waschlösung für PBMCs (Tabelle 7). 

Danach wurden die Röhrchen für 6 Minuten bei 400 x g, 6 °C zentrifugiert. Unter Erhalt des 

noch nicht vollständig festen Zellpellets wurden 90 Prozent des Überstandes entnommen und 

das Zellpellet in 50 ml der Waschlösung resuspendiert. Nach erneuter Zentrifugation und 

Entnahme des Überstands folgte die Resuspendierung der pelletierten Zellen. Dieser Vorgang 

wurde so lange wiederholt, bis das Zellpellet fest und der Überstand nach Zentrifugation 

vollständig klar war. Danach wurde der Überstand vollständig entfernt und die Zellen in 40 ml 

Waschlösung resuspendiert.  

Abschließend erfolgte, unter Verdünnung in einem Verhältnis von 1:20 der Zellsuspension zu 

0,4 %iger Trypanblaulösung, die Zellzählung in einer Neubauer-Zählkammer unter dem Leica 

DM2000-Mikroskop. Der Farbstoff dringt hierbei in tote Zellen ein und färbt diese blau. Daher 

wurden nur die nicht angefärbten Zellen in mindestens zwei gegenüberliegenden Quadraten 

gezählt. Zur Berechnung der Zellzahl wurde folgende Formel verwendet: 

Plasma

BioColl®

PBMC‘s

Erythrozyten
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Zellzahl = 	
Summe	gezählter	Zellen
Anzahl	gezählter	Quadrate 	x	Verdünnung	

(20)	x	Volumen	(40	ml)	x	Kammerkonstante	(10.000) 

 

(1) 

 

Durchschnittlich wurden dabei 400.000.000 PBMCs gezählt. 

3.2.2.4 Plasmaaufbereitung 

Jeweils 5 ml aus drei 50 ml Röhrchen des nach der Dichtegradientenzentrifugation (3.2.2.3) 

oben aufschwimmenden Plasmas wurden in ein 15 ml-Röhrchen überführt. Dieses wurde 

zwecks Hitzeinaktivierung der enthaltenen Proteine in einem Wasserbad bei 56 °C über eine 

halbe Stunde inkubiert. Anschließend erfolgte die erneute Zentrifugation des Plasmas über 

10 Minuten bei 1000 x g und 6 °C; der Überstand wurde abgezogen und in ein neues 15 ml-

Röhrchen überführt. Das gewonnene Plasma diente als Zusatz zu dem Zellkulturmedium 

(Tabelle 7). 

3.2.2.5 Adhärieren der Monozyten 

Zunächst wurde eine Adhärenzlösung (Tabelle 7) angesetzt. Hierzu wurde RPMI 1640 

Medium in einem Wasserbad bei 37 °C erwärmt und anschließend 1 % GlutaMAX™ 

hinzugegeben. In einem CO2-Inkubator erfolgte bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit 

die Inkubation des Mediums bis zum Gebrauch. 

Aus der unter 3.2.2.3 gezählten Gesamtzellzahl wurde die für die weitere Kultivierung 

benötigte Menge an Zellsuspension errechnet und daraufhin in ein neues 50 ml-Röhrchen 

überführt. Anschließend erfolgte die Zentrifugation für 6 Minuten bei 400 x g bei 6 °C. Der 

Überstand wurde verworfen und das Zellpellet in der entsprechenden Menge Adhärenzlösung 

resuspendiert. Zum Adhärieren der Zellen erfolgte die Aussaat auf eine Zellkulturschale. Dazu 

wurden mindestens 200.000.000 Zellen in 25 ml Medium resuspendiert und auf die 

Zellkulturschale überführt. Maximal fand eine Aussaht der gesamten PBMCs eines Spenders 

auf zwei Zellkulturschalen statt, sodass keine Zellen verworfen wurden. Daraufhin erfolgte die 

Inkubation für 40 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % 

Luftfeuchtigkeit. Während dieser Zeit adhärierten vornehmlich Monozyten auf der 

Zellkulturschale. Die übrigen nicht adhärenten PBMCs wurden durch 5-faches, vorsichtiges, 

kreisförmiges Spülen mit der Adhärenzlösung und anschließenden Entnahme der Lösung 

entfernt. Daraufhin erfolgte die Gabe von 12,5 ml des auf 37 °C erwärmtem RPMI 1640 

Mediums auf die Zellkulturschale und diese wurde erneut 5 Mal gespült. Dieser Schritt 

wiederholte sich so oft, bis optisch mehr adhärente Monozyten als übrige PMBCs unter dem 

Leica DMi1-Mikroskop zu erkennen waren (Abbildung 6).  
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Abbildung 6: PBMCs nach Adhärenz der Monozyten auf einer gewaschenen 
Zellkulturschale. 
Dargestellt sind PBMCs nach 40-minütiger Adhärenz der Monozyten auf einer anschließend 
mit RPMI 1640 gewaschenen Zellkulturschale. Die dunklen Zellen stellen adhärente 
Monozyten dar, wohingegen die übrigen PBMCs als helle, runde Zellen zu erkennen sind. Die 
Aufnahme erfolgte mit einer 10-fachen Vergrößerung. Der abgebildete Referenzbalken 
entspricht einer Länge von 200 µm. 
 
Anschließend wurde das RPMI 1640 Medium wieder entnommen. Die Differenzierung zu M1-

ähnlichen Makrophagen erfolgte durch Zugabe von GM-CSF in das Differenzierungsmedium 

für M1-ähnliche Makrophagen (M1-ähnliche-DM,Tabelle 7). Davon wurden jeweils 35 ml in 

eine Zellkulturschale gegeben und folgend in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 

% Luftfeuchtigkeit für 5 Tage inkubiert. 

3.2.2.6 Differenzierung der M1-ähnlichen Makrophagen zu M1-Makrophagen 

Nach 5 Tagen der Inkubation erfolgte der Wechsel des Zellkulturmediums (Abbildung 8). Dafür 

wurde das Differenzierungsmedium für M1-ähnliche Makrophagen entnommen und 

gleichzeitig das Differenzierungsmedium für M1-Makrophagen wie in Tabelle 7 dargestellt 

angesetzt. Anschließend erfolgte die Pipettierung von jeweils 25 ml des Mediums in die 

Zellkulturschalen, welche daraufhin in einen CO2-Inkubator überführt und bei 37 °C, 5 % CO2 

und 95 % Luftfeuchtigkeit für 24 Stunden inkubiert wurden. 
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3.2.2.7 Entnahme der Makrophagen 

Nach einer Gesamtinkubationszeit von 6 Tagen wurden die Zellkulturschalen (Abbildung 7) 

vorsichtig mittels einer 5 ml Pipette gespült und das Medium entnommen.  

 

Abbildung 7: Auf der Zellkulturschale adhärente Makrophagen unmittelbar vor der 
Entnahme. 
Abgebildet sind auf einer Zellkulturplatte mit UpCell™ Oberfläche adhärente Makrophagen 24 
Stunden nach Aussaat. Die Aufnahme erfolgte mit einer 10-fachen Vergrößerung. Der 
dargestellte Referenzbalken entspricht einer Länge von 200 µm. 
 

Anschließend erfolgte nach Hinzugabe von 20 ml Accutase® je Zellkulturschale die Inkubation 

über eine Stunde bei 4 °C. Nach Ablauf dieser Zeit wurden jeweils 10 ml RPMI 1640 

hinzugegeben und die Zellen mit Hilfe eines spatenförmigen Gummiwischers vorsichtig von 

dem Boden der Zellkulturschalen abgelöst. Mit der vorhandenen Zellsuspension erfolgte die 

mehrfache Spülung der Zellkulturschale. Anschließend wurde die Suspension in ein 50 ml 

Röhrchen überführt. Die Zellkulturschalen erhielten 12,5 ml des auf 4 °C gekühlten RPMI 1640. 

Danach erfolgte eine Kontrolle auf verbliebene Zellen mit Hilfe des Leica DMi1-Mikroskops. 

Wurden adhärente Zellen beobachtet, fand ein weiterer Spülvorgang statt. Dieser Ablauf 

wurde so lange wiederholt, bis sich keine adhärenten Zellen mehr auf den Zellkulturschalen 

befanden. Die Röhrchen wurden schließlich mit RPMI 1640 auf 50 ml aufgefüllt und für 6 

Minuten bei 400 x g und 6 °C zentrifugiert. Nach Entfernung der Überstände erfolgte die 

Resuspension des Zellpellets in 5 ml RPMI 1640. 
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Die Zellzählung erfolgte mit 10 µl der Zellsuspension unter Hinzugabe von 10 µl Trypanblau-

Lösung. Die nicht angefärbten Zellen wurden in mindestens zwei der vier Quadrate einer 

Neubauer-Zählkammer unter dem Leica DM2000-Mikroskop mit Hilfe folgender Formel 

gezählt: 

Zellzahl = 	
Summe	gezählter	Zellen
Anzahl	gezählter	Quadrate 	x	Verdünnung	

(2)	x	Volumen	(15	ml)	x	Kammerkonstante	(10.000) 

 

(2) 

 

 

 3D-Hautmodell auf Basis einer Kollagenmembran 

Für die Besiedlung der Kollagenmembranen wurde eine Konfluenz von 90 % sowohl für die 

HUVECs als auch für die Fibroblasten angestrebt. War diese gegeben, erfolgte die Ablösung 

der jeweiligen Zellen mit Hilfe von Accutase® für 5 Minuten in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 

5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit. Jeweils 10 ml HUVEC-Medium wurden anschließend den 

Zellkulturflaschen hinzugegeben. Nach der Überführung der Zellsuspensionen in Röhrchen 

wurde die HUVEC-Suspension für 5 Minuten bei 900 rpm und Raumtemperatur und die 

Fibroblasten-Suspension für 5 Minuten bei 300 x g und Raumtemperatur zentrifugiert. Der 

Überstand wurde entfernt und die Zellpellets in 10 ml HUVEC-Medium resuspendiert. Je 10 µl 

der entsprechenden Zellsuspension wurden mit 10 µl Trypanblau-Lösung gemischt und im 

Anschluss mittels einer Neubauer-Zählkammer unter dem Lichtmikroskop mit Hilfe der 

folgenden Formel gezählt: 

Zellzahl = 	
Summe	gezählter	Zellen
Anzahl	gezählter	Quadrate 	x	Verdünnung	

(2)	x	Volumen	(15	ml)	x	Kammerkonstante	(10.000) 

 

(3) 

 

Es fand eine Auszählung von mindestens zwei gegenüberliegenden Quadraten statt. 

3.2.3.1 Besiedlung der Kollagenmatrices 

Die Besiedlung der Kollagenmatrices erfolgte in Monokultur mit Makrophagen, in Bi-Kultur mit 

Fibroblasten und HUVECs und in Tri-Kultur mit Fibroblasten, HUVECs und Makrophagen. Mit 

Hilfe einer Hautstanze wurde die verwendete Bio-Gide® Kollagenmatrix in runde Teilstücke mit 

einem Durchmesser von 6 mm zerteilt, für 20 Minuten in HUVEC-Medium hydriert und in eine 

96 Well Zellkulturplatte überführt. Die Fibroblasten wurden 24 Stunden vor der Besiedlung auf 

HUVEC-Medium umgestellt. 
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Mit folgenden Zellzahlen der drei Primärzellpopulationen wurden die Kollagenmatrices 

besiedelt: 

• Fibroblasten: 5,6 x 104 

• HUVECs: 1,2 x 105 

• Makrophagen: 1,2 x 105  

Besiedlung mit Makrophagen in Monokultur 

Um Makrophagen – ohne den Einfluss anderer Zellen – in der Kollagenmatrix nachweisen zu 
können, erfolgte die Kultivierung auf Kollagenmembranen in Monokultur. Dafür wurden M1-

Makrophagen nach der Differenzierung auf Zellkulturschalen geerntet, gezählt (3.2.2.7) und 

die errechnete Menge an Zellsuspension für 6 Minuten bei 400 x g und 6 °C zentrifugiert. Nach 

anschließender Entfernung des Überstandes, erfolgte die Resuspendierung des Zellpellets in 

der entsprechend benötigten Menge an HUVEC-Medium resuspendiert. Jeweils 200 µl der 

Zellsuspension wurde auf die poröse Seite einer Kollagenmatrix gegeben, die sich in einem 

Well einer 96-Well Zellkulturplatte befand. Daraufhin folgte die Inkubation der Zellkulturplatte 

in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit. Zwei Tage nach 

Besiedlung wurden die Kollagenmembranen mit DPBS gewaschen und anschließend in 4 % 

ROTI®Histofix für 1 Stunde bei 4 °C fixiert. Bis zu der folgenden Hämatoxylin-Eosin (HE) 

Färbung wurden die Proben in DPBS bei 4 °C gelagert.  

Besiedlung mit Bi- / Trikultur  

Die 24 Stunden zuvor auf HUVEC-Medium umgestellten Fibroblasten wurden an Kulturtag 1 

in 200 µl HUVEC-Medium auf die poröse Seite einer Kollagenmembran ausgesät. An Kulturtag 

2 wurden die Proben in ein anderes Well der 96 Well Zellkulturplatte überführt und 

anschließend HUVECs in 200 µl HUVEC-Medium auf die poröse Seite der Kollagenmembran 

gegeben. Nach weiteren 24 Stunden erfolgte die Überführung der Kollagenmatrices in eine 

12-Well Zellkulturplatte. Je Well wurde 1 ml HUVEC-Medium hinzugegeben. Die verwendeten 

M1-Makrophagen wurden wie oben beschrieben (3.2.2.7) an Kulturtag 20 von ihren 

Kulturschalen gelöst, gezählt und in HUVEC-Medium resuspendiert. Im Anschluss erfolgte die 

Überführung von 200 µl der Makrophagen-Zellsuspension auf die poröse Seite der 

Kollagenmembranen. Die Zellkulturplatten wurden zwischen den Behandlungen in einem CO2-

Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit inkubiert. Ein Wechsel des Mediums 

fand, gerechnet ab Kulturtag 1, alle 48 Stunden statt. 

Die mit einer Tri-Kultur besiedelten Kollagenmatrices wurden an Kulturtag 24 in 4 % 

ROTI®Histofix für 1 Stunde bei 4 °C fixiert und bis zur immunhistochemischen Färbung in 

DPBS bei 4 °C gelagert. Für die Kultivierung der Bi-Kultur aus Fibroblasten und HUVECs fand 
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keine Besiedlung mit Makrophagen statt. Die entsprechenden Kollagenmembranen wurden 

an Kulturtag 14 beziehungsweise 21 in 4 % ROTI®Histofix für 1 Stunde bei 4 °C fixiert und 

anschließend in DPBS bei 4 °C gelagert. 

 Histologische Analyse 

Für die HE-Färbung sowie die immunhistochemischen Färbungen wurden die fixierten 

Kollagenmembranen senkrecht in Paraffin eingebettet und mit einer Schichtstärke von 4 µm 

transversal geschnitten, sodass sowohl die poröse als auch die okklusive Seite der Membran 

auf jedem Schnitt erkennbar war. Anschließend erfolgte die Anfärbung konsekutiver Schnitte 

mit den jeweiligen Farbstoffen. Die Analyse der mikroskopischen Präparate fand unter einem 

Lichtmikroskop statt. 

3.2.4.1 Hämatoxylin-Eosin Färbung 

Einzig die Schnitte der Kollagenmatrices der Versuchsreihe mit Makrophagen in Monokultur 

wurden mit HE angefärbt. Dafür erfolgte zunächst die Entfernung des Paraffins durch Xylol 

und eine absteigende Alkoholreihe (100 %, 96 %, 70 %, 50 %). Anschließend wurden die 

Schnitte für 20 Minuten in destilliertem Wasser gewaschen und mittels Mayers Hämalaun für 

5 Minuten angefärbt. Danach erfolgte eine Spülung unter fließendem Leitungswasser und eine 

Färbung mit Eosin für 2 Minuten. Nach einer weiteren Spülung mit destilliertem Wasser wurden 

die Schnitte durch eine aufsteigende Alkoholreihe (70 %, 96 %, 100 %) dehydriert, gefolgt von 

einer Inkubation in Xylol. Abschließend fand das Eindecken der Schnitte mit Mikroskopier-

Einschlussmittel statt. 

3.2.4.2 Immunhistochemische Färbung  

Die Schnitte der mit einer Bi-Kultur aus Fibroblasten und HUVECs besiedelten 

Kollagenmembranen wurden mit einem CD31 sowie zur Untersuchung der 

Fibroblastenaktivität mit einem Tenascin Antikörper angefärbt. Tenascin, ein von aktiven 

Fibroblasten sezerniertes Glykoprotein der extrazellulären Matrix (EZM), dient als Indikator für 

deren Zellaktivität (139). Die Anfärbung der mit einer Tri-Kultur aus Fibroblasten, HUVECs und 

Makrophagen besiedelten Matrices erfolgte mit einem CD45 Antikörper.  

Für die immunhistochemische Färbung wurden die Schnitte in Xylol und anschließend in einer 

absteigenden Alkoholreihe (100 %, 96 %, 70 %) gewaschen. Daraufhin erfolgte die 

Hitzedemaskierung der Proben mittels 1x High Buffer (pH 9) in VE-Wasser für 10 Minuten in 

einem Dampfgarer. Anschließend wurden die Schnitte entnommen und in eine Feuchtkammer 

überführt. Dort inkubierten sie für 10 Minuten, um die endogene Peroxidase durch eine mit VE-

Wasser hergestellte 3 % H2O2-Lösung zu blockieren. Daran schloss sich eine weitere Spülung 
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der Schnitte an: zweimal mit VE-Wasser und einmal mit DPBS. Die primären Antikörper 

(Tabelle 5) wurde mit der Envision Antibody Solution verdünnt: CD31 (1:50 verdünnt, 

Anfärbung der HUVECs), CD45 (1:50 verdünnt, Anfärben der Makrophagen), Tenascin 

(1:50.000 verdünnt, Nachweis der Fibroblastenaktivität). Die jeweiligen Färbelösungen wurde 

daraufhin auf die entsprechenden Schnitte gegeben. Es folgte eine Inkubation über Nacht bei 

4 °C im Kühlschrank. Am nächsten Morgen wurden die Proben 2 Minuten mit DPBS 

gewaschen. Anschließend erfolgte die Sekundärantikörperfärbung mittels DAKO REAL 

ENVISION (gebrauchsfertig) in der Feuchtkammer bei Raumtemperatur für 30 Minuten. Nach 

einer erneuten dreimaligen Waschung mit DPBS für je 2 Minuten wurden die Schnitte mit einer 

DAB-Lösung (DAB 1:50 in DAB-Puffer) in der Feuchtkammer inkubiert bis eine braune 

Färbung eintrat. Daraufhin wurden die Schnitte dreimal mit destilliertem Wasser für 2 Minuten 

gespült. Danach erfolgte die Anfärbung der Zellkerne mittels Mayers Hämalaun für 10 Minuten. 

Anschließend wurden die Proben für 10 Minuten unter fließendes Wasser gestellt und danach 

mit VE-Wasser abgespült. Zuletzt erfolgte eine Dehydrierung der Schnitte durch eine 

aufsteigende Alkoholreihe (70 %, 96 %, 100 %) gefolgt von Xylol sowie dem Eindecken der 

Schnitte mit Hico-Mic.  

3.2.4.3 Immunfluoreszenzfärbung 

Für die Immunfluoreszenzfärbungen wurden die mit einer Bi-Kultur aus Fibroblasten und 

HUVECs besiedelten Kollagenmatrices an den Kulturtagen 14 und 21 in 4 % ROTI®Histofix 

fixiert und nachfolgend für 20 Minuten in 0,2 % Triton-X-Lösung bei Raumtemperatur inkubiert. 

Anschließend erfolgte dreimal eine Waschung der Proben mit DPBS für 10 Minuten auf einem 

Thermoschüttler bei 300 rpm. Für die Inkubation mit dem Primärantikörper fand eine 

Verdünnung des verwendeten anti-CD31 Antikörpers (Monoclonal Mouse) im Verhältnis 1:50 

in einer 1 % BSA-DPBS–Lösung statt. Auf jede Membran wurden je 200 µl dieser Antikörper-

Lösung gegeben. Die Proben inkubierten zunächst für 1 Stunde bei Raumtemperatur auf 

einem Schüttler und folgend über Nacht auf einem Thermoschüttler bei 4 °C und 300 rpm. 

Nach 24 Stunden erfolgte eine dreimalige Waschung der Membranen für 10 Minuten mit 

DPBS. Daraufhin wurde der Sekundärantikörper Alexa Fluor 488 (Polyclonal Goat) in einer 1 

% BSA-DPBS-Lösung 1:200 verdünnt und 200 µl dieser Antikörper-Lösung auf je eine 

Membran gegeben. Nach der anschließenden Inkubation bei Raumtemperatur für 2 Stunden 

auf dem Schüttler erfolgte erneut eine dreimalige Waschung mit DPBS. Die Membranen 

wurden bis zur Analyse unter dem Fluoreszenzmikroskop dunkel und kühl in DPBS gelagert. 

Die abschließende Bearbeitung der Aufnahmen fand mit der Software ImageJ statt. 
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 3D-Modell auf Basis des Kollagengels 

In dem zweiten Teil der Arbeit erfolgte die Etablierung eines 3D-Modells zur Untersuchung der 

Wirkung der ESWT auf die Polarisierung der Makrophagen auf Basis eines bovinen 

Kollagengels. Dafür wurden 4 Vergleichsgruppen definiert:  

1. Mit ESWT: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel kultivierte Zellen mit einmaliger 

Applikation von Stoßwellen an Tag 7. 

2. Ohne ESWT: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel kultivierte Zellen ohne Applikation 

von Stoßwellen. 

3. Positivkontrolle Gel: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel kultivierte Zellen unter 

Zugabe von 20 ng/µl IL-4 zu dem Gel-Ansatz und dem Nährmedium. 

4. Positivkontrolle Zellkulturplatte: von Kulturtag 6 bis 8 auf einer 6 Well 

Zellkulturplatte mit Upcell™ Oberfläche kultivierte Zellen unter Zugabe von 20 ng/µl 

IL-4 zu dem Nährmedium. 

Der zeitliche Ablauf der Versuchsdurchführung ist in Abbildung 8 skizziert. 

 

 

Abbildung 8: Zeitlicher Ablauf des Kollagengel-Versuchsaufbaus. 
Die Grafik zeigt den zeitlichen Ablauf des Versuchsaufbaus. Dieser wurde in zwei separate 
Phasen unterteilt: I) die Isolation und Differenzierung der Makrophagen sowie II) die 
Durchführung des Versuchs selbst. In I) wurden die Monozyten an Tag 1 isoliert und 
anschließend in Differenzierungsmedium M1-ähnliche Makrophagen kultiviert. An Tag 5 
erfolgte die Umstellung des Mediums auf das Differenzierungsmedium M1-Makrophagen. 
Nach 6 Tagen der Kultivierung wurden die differenzierten M1-Makrophagen von den 
Zellkulturschalen gelöst und anschließend sowohl suspendiert in dem Kollagengel auf 12-Well 
Zellkulturplatten als auch auf 6-Well Zellkulturplatten mit UpCell™ Oberfläche ausgesät. 
Gleichzeitig wurde ein Teil der initial abgelösten unbehandelten M1-Makrophagen mittels 
Durchflusszytometrie (Fluorescence Activated Cell Sorting, FACS) analysiert. Die Behandlung 
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mit extrakorporalen Stoßwellen erfolgte an Tag 7. An Tag 8 wurden die Makrophagen von der 
6-Well Zellkulturplatte mit UpCell™ Oberfläche gelöst sowie die Zellen aus dem Kollagengel 
isoliert. Die Versuchssgruppen der so erhaltenen Makrophagen wurden abschließend mittels 
FACS analysiert. 
 

3.2.5.1 Ansetzen des Kollagengels 

Verwendet wurde ein bovines Kollagengel, welches in einem unbehandelten Zustand einen 

pH-Wert von 2,18 und bei einer Temperatur von 4 °C eine niedrige Viskosität aufweist. Bei 

steigender Temperatur sowie einem pH-Wert von 7,2 bis 7,4 beginnt es sich zu vernetzen. 

Dabei härtet es bei einer Umgebungstemperatur von ca. 37 °C optimal aus. Daher wurde das 

Kollagengel bis zu dem gewollten Aushärten auf Eis bearbeitet.  

Für den Kollagengel-Ansatz (Tabelle 7) wurden in einem 15 ml Röhrchen 4 ml Kollagenlösung, 

500 µl RPMI 1640 (zehnfach konzentriert) sowie 50 ng/ml rh GM-CSF blasenfrei mit einer 1 

ml Pipette vermischt. Da sich das Gel bei einem pH-Wert von 7,2 bis 7,4 ideal vernetzt, wurde 

der zunächst saure pH-Wert von 2,18 durch NaOH (0,1 M, steril filtriert) bis zu einem pH-Wert 

von 7,34 ausgeglichen. Bei erstmaligem Ansetzen fand diese Analyse unter einem pH-Meter 

statt. Das Gel zeigte in saurem Milieu eine blassgelbe Farbe und färbte sich unter einem 

neutralen pH-Wert (7,2–7,4) stark rosa (Abbildung 9). Danach wurde die verwendete Menge 

an NaOH (1280 µl) notiert und für die weiteren Versuche unter alleiniger Verwendung der 

optischen Kontrolle der Farbe genutzt. 
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Abbildung 9: Kollagengel-Ansatz. 
Dargestellt ist der Kollagengel-Ansatz zu zwei Zeitpunkten. (A) Vor der Zugabe des NaOH 
(0,1 M, steril filtriert) besitzt der Ansatz bei einem pH von 2,18 eine blassgelbe Farbe. (B) 
Durch Zugabe von 1280 µl NaOH stieg der pH-Wert auf 7,34. Hierbei erfolgte der 
Farbumschlag zu Rosa. 
 

Ansetzen des Kollagengels für die Positivkontrollen 

Um zu untersuchen, ob die Makrophagen in dem bovinen Kollagengel in der Lage sind, ihre 

Polarisierung als Reaktion auf einen adäquaten Stimulus hin zu verändern, wurde sowohl dem 

Gel-Ansatz als auch dem Nährmedium 20 ng/µl IL-4 hinzugegeben. Im Anschluss sollte der 

Einfluss des IL-4 auf die Makrophagen mit dem Effekt der ESWT verglichen werden. 

Der Kollagengel-Ansatz für die Positivkontrollen wurde wie unter 3.2.5.1 mit der in Tabelle 7 

ersichtlichen Zusammensetzung angesetzt. 

3.2.5.2 Überführen der Makrophagen in das Kollagengel 

  
Abbildung 10: Belegung der verwendeten Zellkulturplatten. 
Die Abbildung zeigt schematisch die Belegung der drei verwendeten Zellkulturplatten. (A) Zwei 
12-Well Zellkulturplatten wurden verwendet. Auf der ersten wurden zwei Wells je 1 ml 
Kollagengel-Zellsuspension hinzugefügt. Anschließend erfolgte die Behandlung der Proben 
mit ESWT (Frequenz von 5 Hz, Intensität von 3 Bar, 500 Impulsen, EFD von 0,12 mJ/mm²). 
Auf der zweiten Zellkulturplatte wurden in vier Wells jeweils 1 ml Kollagengel-Zellsuspension 
gegeben. Die Wells B1 sowie B2 galten als Negativkontrolle und erhielten keine Therapie. Als 
Positivkontrolle dienten die Wells C1 und C2, in denen das Kollagengel für Positivkontrollen 
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zusammen mit dem M2-DM als Nährmedium verwendet wurde. (B) In den sechs Wells einer 
6 Well Zellkulturplatte mit UpCell™ Oberfläche wurden je Well 400.000 Zellen in 2 ml M2-DM 
kultiviert. 
 
Abbildung 10, A und B zeigen die Aufteilung der jeweiligen Proben auf die entsprechenden 

Versuchsgruppen. In jedem Well wurde 1 ml Kollagengel-Ansatz mit einer Million darin 

suspendierten M1-Makrophagen kultiviert (Abbildung 12, A). Die dafür benötigte Menge der 

Zellsuspension der von der Zellkulturplatte gelösten Makrophagen (3.2.2.7) wurde für 6 

Minuten bei 400 x g und 6 °C zentrifugiert. Anschließend erfolgte die Resuspension der 

pelletierten Zellen in 4 ml des Kollagengel-Ansatzes. Das Zellpellet für die „Positivkontrolle 

Kollagengel“ wurde mit 2 ml des Kollagengel-Ansatzes resuspendiert und je 1 ml der Zell-Gel-

Suspension in ein entsprechendes Well pipettiert. Die übrigen Wells erhielten je 1 ml DPBS. 

Anschließend erfolgte die Aushärtung des Gels über eine Stunde bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % 

Luftfeuchtigkeit. In Folgendem wurde jeweils 1 ml des M1-ähnlichen-DM auf das Gel der 

Gruppen A und B appliziert. Die Positivkontrolle erhielt 1 ml des M2-DM. 

3.2.5.3 Stoßwellentherapie 

Vor der Behandlung wurde das Medium auf dem Kollagengel entnommen. Die Durchführung 

der ESWT erfolgte mit Hilfe des Swiss DolorClast® Classic Geräts unter einer 

Sicherheitswerkbank. Zunächst wurde die Spitze des Applikatorkopfes mit Ultraschallgel 

benetzt. Anschließend erfolgte die sterile Abdeckung von Handstück und Applikatorkopf mit 

einem sterilen Ultraschallüberzug. Das Handstück wurde schließlich so in das Stativ 

eingespannt, dass der Applikatorkopf in direkten Kontakt zum Kollagengel kam (Abbildung 11). 

Dadurch konnten ungewollte Bewegungen während der Versuchsdurchführung vermieden 

werden. Zudem wurde die Zellkulturplatte auf einer gummierten Unterlage positioniert, die eine 

Reflektion der Stoßwellen verhinderte (Abbildung 11). Die ESWT wurde mit einer Frequenz 

von 5 Hz und einer Intensität von 3 Bar in insgesamt 500 Impulsen (EFD von 0,12 mJ/mm²) 

auf das Gel gebracht. 

Nach der Behandlung der Versuchsgruppen (Abbildung 10, A) wurde den behandelten Wells 

jeweils 1 ml M1-ähnliches-DM hinzugegeben und die Kulturplatte in einem CO2-Inkubator bei 

37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit für 24 Stunden inkubiert. 



Material und Methoden 

45 

 

Abbildung 11: Durchführung der ESWT. 
Dargestellt ist der Versuchsaufbau zur Applikation der ESWT auf das Kollagengel. Hierzu sind 
der Applikatorkopf und das Handstück mit einem sterilen Einmalüberzug abgedeckt. Das 
Handstück wurde so in ein Stativ eingespannt, dass der Applikatorkopf in direkten Kontakt zum 
Gel trat. 
 

3.2.5.4 Isolation der Makrophagen aus dem Kollagengel 

Um die Makrophagen anschließend analysieren zu können, wurden sie aus dem Kollagengel 

isoliert. Dies erfolgte mit Hilfe einer angesetzten Lösung aus Kollagenase Typ I und II. Zwecks 

Reduktion der Zellaktivität fand die Lagerung der Zellen zwischen den Versuchsschritten stets 

auf Eis statt. 

Kollagenase-Lösung 

Für die Kollagenase Typ II-Lösung wurden je 100 mg Kollagenase Typ I (125 U/mg) oder 

Kollagenase Typ II (125 U/mg) in 10 ml HBSS gelöst, sodass eine Lösung mit 1250 U/ml in 

10 ml der jeweiligen Kollagenase entstand. Diese wurde anschließend bis zur weiteren 

Verwendung bei -20 °C gelagert. 
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Verdauungslösung  

Die Lösung für das Herauslösen der Makrophagen aus dem Gel bestand aus jeweils 1 ml 

Kollagenase Typ I-Lösung, 1 ml Kollagenase Typ II-Lösung sowie 8 ml DPBS. 

Auflösen der Kollagenmatrix 

Das Gel eines Wells wurde mittels Pipette vorsichtig in ein 15 ml Röhrchen überführt und mit 

5 ml DPBS versetzt. Anschließend erfolgte die Zentrifugation bei 4 °C und 300 x g für 5 

Minuten. Der Überstand wurde vorsichtig unter Zuhilfenahme einer Pipette verworfen und 

erneut 5 ml DPBS hinzugegeben. Die Zentrifugation fand unter den gleichen Parametern statt. 

Daraufhin wurde 1 ml der Verdauungslösung zu dem Gel pipettiert und vorsichtig vermischt. 

Die Überführung der Suspension erfolgte in sterile 2 ml Eppendorfgefäße, welche in dem 

folgenden Schritt in einem Thermomixer bei 37 °C und 400 rpm für 40 Minuten inkubierten. 

Nach jeweils 10, 20 und 30 Minuten wurden die Gefäße per Hand vorsichtig geschwenkt. 

Anschließend erfolgte der Transfer der Lösung in ein 50 ml Röhrchen, das bei 4 °C und 400 x g 

für 5 Minuten zentrifugiert wurde. Gleich behandelte Proben wurden dabei zusammengeführt. 

Nach Entfernung des Überstandes wurden die pelletierten Zellen mit 1 ml DPBS resuspendiert 

und erneut bei 4 °C und 400 x g für 5 Minuten zentrifugiert. Nun erfolgten die Entfernung des 

Überstandes und eine Resuspension des Zellpellet in 500 µl FP (Tabelle 7). Die Zellzählung 

wurde wie in Kapitel 3.2.2.7 beschrieben unter Verwendung von 500 µl Lösung durchgeführt. 

 Kultivieren der Zellen auf einer Zellkulturplatte  

Für die Positivkontrolle wurden die Zellen des jeweils gleichen Spenders nach Isolation und 

Differenzierung zu M1-Makrophagen auf einer Nunc™ 6 Well Zellkulturplatte mit UpCell™ 

Oberfläche für zwei Tage unter Hinzugabe von 50 ng/µl M-CSF und 20 ng/µl IL-4 (M2-DM) 

kultiviert (Abbildung 10, B). Dies sollte die Möglichkeit schaffen, das Potential der Reaktionen 

der Makrophagen auf die unterschiedlichen Stimuli im Kollagengel mit dem der 

konventionellen Kultivierung auf Zellkulturplatten zu vergleichen. 

Die Zellen wurden unmittelbar nach der Entnahme von der Zellkulturplatte (3.2.2.7) in zuvor 

auf 37 °C erwärmtes M2-DM resuspendiert. Jedes Well erhielt insgesamt 500.000 Zellen in 

2 ml Medium (Abbildung 12, B). Anschließend erfolgte die Inkubation der Zellen über zwei 

Tage in einem CO2-Inkubator bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit. 

3.2.6.1 Ablösen der Zellen von der Zellkulturplatte 

Nach zweitägiger Inkubation der 6 Well Zellkulturplatte wurde diese für 30 Minuten unter eine 

Sicherheitsbank gestellt. Der Abfall der Temperatur bedingte eine Veränderung der Struktur 

der Oberfläche der Zellkulturschale; die Oberfläche erhielt einen hydrophilen Charakter und 
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nahm Wasser auf. Die enthaltenen Oberflächenmoleküle schwollen an. Es bildete sich eine 

Trennschicht, weshalb die Makrophagen nicht mehr adhärieren konnten (140). Durch die 

anschließende Spülung der Wells mit einer 1 ml Pipette lösten sich die Zellen von der 

Zellkulturplatte und konnten daraufhin in ein 50 ml Röhrchen überführt werden. Danach wurde 

je Well 1 ml RPMI 1640 hinzugegeben und die Zellkulturplatte auf Zellrückstände unter dem 

Leica DMi1-Mikroskop überprüft. Konnten verbliebene Zellen ausgemacht werden, fand eine 

5- bis 10-fache Spülung mit dem vorhandenen Medium statt. Danach wurde die 

Zellsuspension ebenfalls in das Röhrchen überführt. Anschließend erfolgte eine erneute 

Kontrolle der Zellkulturplatte auf Zellrückstände und gegebenenfalls eine Wiederholung des 

Spülvorganges. Das Röhrchen wurde anschließend für 6 Minuten bei 400 x g und 6 °C 

zentrifugiert. Abschließend wurde der Überstand entfernt; das Zellpellet in 500 µl FP 

resuspendiert und die Zellen, wie in 3.2.2.7 beschrieben, unter Berücksichtigung des 

verwendeten Volumens gezählt. 

 

Abbildung 12: Makrophagen in Zellkultur. 
(A) Die Abbildung zeigt M1-Makrophagen 24 Stunden nach Überführung in das Kollagengel. 
(B) Dargestellt sind Makrophagen 24 Stunden nach der Aussaat auf eine 6 Well Zellkulturplatte 
mit UpCell™ Oberfläche. Aufgenommen wurde mit Hilfe eines Lichtmikroskops und einer 10-
fachen Vergrößerung. Die dargestellten Maßstabsbalken entsprechen einer Länge von 
200 µm. 
 

 Durchflusszytometrie  

Die Bestimmung des Differenzierungsstadiums der Makrophagen erfolgte mittels 

Durchflusszytometrie (FACS). Hierfür wurden die Zellen mit einem fluoreszenzmarkierten 

Antikörper angefärbt und anschließend mit dem FACS CantoTM II Zytometer die 

Fluoreszenzintensität gemessen. Abbildung 13 zeigt schematisch die Funktionsweise der 

Durchflusszytometrie:  
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Abbildung 13: Schematische Darstellung der Funktionsweise der Durchflusszytometrie. 
Nach der Färbung der Zellen mit einem fluoreszenzmarkierten Antikörper werden sie in 
Suspension genommen und folgend mittels hydrodynamischer Fokussierung einzeln an 
verschiedenen Laserstrahlen vorbeigeführt. Das Licht wird an den Zellen gebrochen und kann 
mittels Side Scatter (SSC) und Forward Scatter (FSC) detektiert werden. Der SCC misst dabei 
die Granularität und der FSC die Größe der Zellen. Somit findet die initiale Sortierung der 
Zellen nach diesen beiden Kriterien statt. Zusätzlich werden die Fluoreszenzsignale der 
verwendeten Farbstoffe mittels Fluoreszenzdetektoren gemessen. Jeder Farbstoff wird dabei 
von einer bestimmten Wellenlänge angeregt. Daher finden verschiedene Laser in einem 
FACS-Gerät Anwendung. Durch die Kopplung des Farbstoffs an einen spezifischen Antikörper 
lassen sich Rückschlüsse über die vorhandenen Oberflächenproteine der untersuchten Zellen 
ziehen; die einzelnen Zellpopulationen können so voneinander getrennt werden. 
Modifiziert nach Proserpio et al. 2022 (141). 
 

3.2.7.1 FACS-Färbung der Zellen  

Zeitgleich mit der Überführung der Makrophagen in das Gel und auf die Zellkulturplatte mit 

UpCell™ Oberfläche wurden die von der Zellkulturschale entnommenen M1-Makrophagen 

angefärbt und mittels FACS untersucht. Dazu wurden drei Messungen durchgeführt: eine 

Negativkontrolle, ein Mix aus den verwendeten Antikörpern und zusätzlich Einzelfärbungen 

jedes verwendeten Antikörpers (Tabelle 10). Für die Proben der Gelversuche 

beziehungsweise der Zellkulturplatte wurden einzig eine Negativkontrolle und ein 

Antikörpermix durchgeführt. 

Die aus Zellkultur und dem Gel stammenden Zellen wurden zunächst auf Eis gelagert und 

anschließend bei 400 x g und 6 °C für 6 Minuten zentrifugiert. Nach Entfernung des 

Überstandes erfolgte die Resuspension des Zellpellets in FACS-Puffer (FP), sodass die Zellen 

in einer Konzentration von einer Million Zellen in 1 ml FP vorlagen. Jede FACS-Messung 

erfolgte im Durchschnitt mit 200.000 Zellen. Aus diesem Grund wurden je Messdurchlauf 200 

µl der Zellsuspension in ein Well einer 96 Well Kulturplatte (U-Form) überführt und 

Fluoreszenzdetektoren

Forwards Scatter (FSC)

Sidewards Scatter (SSC)

Laser

Antikörper-
färbung der 
Zellen
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anschließend bei 400 x g und 6 °C für 3 Minuten zentrifugiert. Danach erfolgte die Entfernung 

des Überstandes. 

Je nach Messung wurden die Zellen anschließend in einer unterschiedlichen Menge an FP 

resuspendiert (Tabelle 10). Für die FACS-Analyse wurden jeweils 2,5 µl jedes Antikörpers 

(CD45, CD86, CD163, CD200-R, CD209) zu den Zellsuspensionen hinzugegeben. In Wells, 

in denen eine Einzelantikörperfärbung geplant war, wurden lediglich 2,5 µl eines Antikörpers 

pipettiert (Tabelle 10). 

 

Tabelle 10: FACS-Färbungen mit Inhalt der Färbelösung. 
 

FACS-Färbungen  Inhalt Färbelösung 

Negativkontrolle  - 50 µl FP 

Antikörpermix - 37,5 µl FP  

- Je 2,5 µl jedes Antikörpers: 

CD45, CD86, CD163, CD200-R, CD209 

- 1 µl SYTOX® Blue 

Einzelantikörperfärbung - 47,5 µl FP  

- 2,5 µl eines Antikörpers: 

CD45, CD86, CD163, CD200-R, CD209 

 

Daraufhin erfolgte die Inkubation für 20 Minuten bei 4 °C. Anschließend folgte eine 

Zentrifugation bei 400 x g und 6 °C für 3 Minuten nach der Hinzugabe von 150 µl des FP. Der 

Überstand wurde hiernach erneut entfernt und die pelletierten Zellen in 200 µl FP 

resuspendiert. Die Suspensionen wurden abschließend in je ein beschriftetes 

Rundbodenröhrchen überführt und bis zur Messung auf Eis gelagert. Erst kurz vor der 

Messung erfolgte die Zugabe von 1 µl SYTOX® Blue zu dem Antikörpermix. 

3.2.7.2 FACS-Messung  

Die Messung fand mit dem FACS CantoTM II Zytometer sowie der Software FACSDiva statt. 

Aufgrund der Verwendung des Farbstoffs V 605 für den CD 163 Antikörper wurde der 510/550 

Filter durch den 610/20 Filter ausgetauscht, um das angeregte Licht detektieren zu können. 

Weiterhin erfolgte die Homogenisierung jeder Probe vor der Messung auf dem Vortex. 
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Anschließend fand die Messung der Proben statt, in die jeweils 10.000 Zellen einbezogen 

wurden. 

Mittels FCS und SSC wurden die Zellen bezüglich ihrer Größe und Granularität eingeordnet 

und das Fenster so eingestellt, dass nur CD45 positive Makrophagen in die weitere 

Auswertung eingingen. Nur die Zellen, die diese Anforderung erfüllten, wurden weiter 

analysiert. Mit Hilfe des SYTOX® Blue konnten die Zellen in zwei Populationen unterteilt 

werden: alive und dead. Alive steht dabei für lebende, SYTOX® Blue negative Zellen und dead 

für tote, SYTOX® Blue positive Zellen. 

Um der Inhomogenität der Makrophagenpopulationen der unterschiedlichen 

Spenderindividuen Rechnung zu tragen, wurden im Rahmen der Messung der Makrophagen 

nach Ablösen von den Zellkulturschalen für die jeweiligen Zellpopulationen eine eigene 

Kompensation berechnet. Dies erfolgte mit Hilfe der automatischen Kompensationsfunktion 

der FACSDiva-Software. 

3.2.7.3 FACS-Auswertung 

Für die Auswertung wurden einzig CD45 positive sowie SYTOX® Blue negative Zellen der 

alive-Populationen berücksichtigt. Dabei wurden die Mediane der detektierten Fluoreszenz der 

alive-Populationen der einzelnen Antikörper (CD86, CD163, CD200-R, CD209) der FACS-

Daten ausgewertet.  

 Statistische Auswertung 

Die statistische Auswertung wurde mit Hilfe der Software SPSS (Version 27) durchgeführt. 

Dafür wurden die Daten zuerst auf Varianzhomogenität mittels Levene-Statistik überprüft. War 

diese gegeben wurde je nach Anforderung entweder ein ungepaarter t-Test oder ein 

einfaktorieller ANOVA mit anschließendem Tukey Post-Hoc-Test durchgeführt. Lag jedoch 

keine Varianzhomogenität vor, wurde anstelle eines ungepaarten t-Tests ein Welch-Test 

angewandt. Ein p-Wert < 0,05 wurde in der gesamten Analyse als statistisch signifikant 

gewertet.  
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4 Ergebnisse 

 Histologische Analyse der Bio-Gide® Kollagenmembranen 

Die histologische Untersuchung der Bio-Guide® Kollagenmembranen erfolgte in erster Linie 

zum Nachweis der unterschiedlichen Zelltypen innerhalb der Matrices nach 2, 14, 21 

beziehungsweise 24 Tagen der Kultivierung nach Besiedlung, abhängig von der verwendeten 

Zellkulturzusammensetzung: 

a. Makrophagen in Monokultur 

• Besiedlung auf der porösen Seite der Kollagenmembranen an Kulturtag 1 mit 1,2 x 105 

Makrophagen, 

• Fixierung der Membranen an Kulturtag 3 in 4 % ROTI®Histofix und 

• Auswertung durch HE-Färbung. 

b. Bi-Kultur aus Fibroblasten und HUVECs 

• Besiedlung auf der porösen Seite der Kollagenmembranen an Kulturtag 1 mit 5,6 x 104 

Fibroblasten und an Kulturtag 2 mit 1,2 x 105  HUVECs, 

• Fixierung der Membranen an Kulturtag 14 beziehungsweise 21 in 4 % ROTI®Histofix 

und 

• Auswertung durch immunhistochemische Färbungen mit Hilfe der Farbstoffe Tenascin 

und CD31 sowie durch fluoreszenzmikroskopische Darstellung der HUVECs mittels 

eines CD31 Fluoreszenzfarbstoffes. 

c. Tri-Kultur aus Fibroblasten, HUVECs und Makrophagen 

• Besiedlung auf der porösen Seite der Kollagenmembranen an Kulturtag 1 mit 5,6 x 104 

Fibroblasten, an Kulturtag 2 mit 1,2 x 105  HUVECs und an Kulturtag 20 mit 1,2 x 105 

Makrophagen, 

• Fixierung der Membranen an Kulturtag 24 in 4 % ROTI®Histofix und 

• Auswertung durch immunhistochemische Färbungen mit Hilfe einer CD45 

Antikörperfärbung. 

 Nachweis der Makrophagen in Monokultur 

Im Anschluss an die Kultivierung der Makrophagen in Monokultur auf den Kollagenmembranen 

erfolgte die HE-Färbung, in deren Analyse der histologische Aufbau der Matrix mit den quer 

und längs angeschnittenen Kollagenfasern zu erkennen ist. Es konnten jedoch weder an der 

porösen Seite noch zentral in der Matrix Zellen nachgewiesen werden (Abbildung 14). 
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Abbildung 14: HE-Färbung der mit Makrophagen in Mono-Kultur besiedelten 
Kollagenmembran. 
Zu sehen ist eine Aufnahme einer mit Makrophagen besiedelten Bio-Guide® 
Kollagenmembran, die mit dem Lichtmikroskop und einer 20-fachen Vergrößerung angefertigt 
wurde. Links im Bild befindet sich die poröse Seite der Kollagenmatrix, auf der die Zellen 
ausgesät wurden; rechts die zellokklusive glatte Seite. Der abgebildete Maßstabsbalken 
entspricht einer Länge von 500 µm. 
 

 Immunhistochemischer Nachweis zellulärer Aktivität innerhalb der 
besiedelten Kollagenmatrix 

Die mit einer Tri-Kultur aus Fibroblasten, HUVECs und Makrophagen besiedelten Bio-Guide® 

Kollagenmembranen wurden an Tag 24 in 4 % ROTI®Histofix fixiert. Anschließend wurden sie 

zum Zweck des Nachweises der in der Kollagenmembran vermuteten Makrophagen mittels 

eines CD45 Antikörpers gefärbt. In der mikroskopischen Analyse kamen jedoch keine Zellen 

zur Darstellung (Abbildung 16). Daher wurden keine weiteren Färbungen mit diesen Proben 

durchgeführt. 

Eine indirekte Untersuchung der Fibroblasten und ihrer Aktivität erfolgte mittels Tenascin-

Färbung nach 14 und 21 Tagen anhand der in 4 % ROTI®Histofix fixierten 

Kollagenmembranen. Diese wurden zuvor mit Fibroblasten und HUVECs in einer Bi-Kultur 

besiedelt. Der Farbstoff konnte an beiden Tagen nahe der porösen Seite der Membran 

nachgewiesen werden (Abbildung 15, A + C). Jedoch wurde im Vergleich der beiden 

Untersuchungszeitpunkte nach 21 Tagen eine ausgeprägtere Fibroblastenaktivität bis weit in 

Richtung zellokklusiver Seite festgestellt (Abbildung 15, A + C). Zum Nachweis der HUVECs 

wurden die Matrices beider Entnahmezeitpunkte mit Hilfe eines CD31 Antikörpers markiert. Im 
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Gegensatz zu den Fibroblasten kamen die HUVECs lediglich an der Oberfläche der porösen 

Seite zur Darstellung (Abbildung 15, B + D). 

 

 

Abbildung 15: Immunhistochemische Darstellung der Fibroblasten und HUVECs in der 
Kollagenmembran. 
Zum Nachweis der Fibroblasten und HUVECs in den mit der Bi-Kultur besiedelten Membranen 
wurden die Zellen mit unterschiedlichen immunhistochemischen Farbstoffen markiert. In den 
oberen Bildbereichen befindet sich die zellokklusive Seite der Kollagenmembranen und in den 
unteren Bereichen die poröse Seite, auf der die Zellen ausgesät wurden. Die Schnitte wurden 
zum indirekten Nachweis der Fibroblastenaktivität der an den Tagen 14 (A) und 21 (C) in 4 % 
ROTI®Histofix fixierten Kollagenmembranen mittels Tenascin angefärbt. Die Darstellung der 
Lokalisation der HUVECs (Pfeile) in den Kollagenmatrices erfolgte mittels CD31 
Antikörperfärbung der an den Tagen 14 (B) und 21 (D) in 4 % ROTI®Histofix fixierten Matrices. 
Die dargestellten Maßstabsbalken entsprechen einer Länge von 500 µm.  
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Abbildung 16: Immunhistochemische CD45 Färbung der Tri-Kultur in der 
Kollagenmembran. 
Zum Nachweis von Makrophagen, die in einer Tri-Kultur mit Fibroblasten und HUVECs auf 
eine Kollagenmembran aufgebracht wurden, erfolgte eine Anfärbung der Proben mit einem 
CD45-Antikörper-Farbstoff. Es konnten jedoch keine Zellen detektiert werden. Die 
Makrophagen wurden auf der porösen Seite der Membran im unteren Bildbereich kultiviert, 
während sich die zellokklusive Seite im oberen Bildbereich befindet. Der Maßstabsbalken 
entspricht einer Länge von 500 µm. 

 Fluoreszenzmikroskopische Darstellung der HUVECs  

Um das Verhalten der Endothelzellen sowie deren potentielle Ausbildung von Gefäßstrukturen 

in der Kollagenmatrix zu untersuchen, wurden die Matrices ab Kulturtag 2 mit einer Bi-Kultur 

aus Fibroblasten und HUVECs besiedelt und anschließend an den Tagen 14 (Abbildung 17, 

A) und 21 (Abbildung 17, B) mittels konfokaler Fluoreszenzmikroskopie untersucht. Eine 

Ausbildung von gefäßähnlichen Strukturen konnte jedoch nicht nachgewiesen werden.  
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Abbildung 17: Fluoreszenzmikroskopische Darstellung der HUVECs in der 
Kollagenmembran an Tag 14 und 21. 
Die abgebildeten Kollagenmembranen wurden mit einer Bi-Kultur aus Fibroblasten und 
HUVECs besiedelt. An den Tagen 14 (A) und 21 (B) wurden die Matrices entnommen, die 
Endothelzellen mit einem CD31 Antikörper markiert und mittels konfokaler 
Fluoreszenzmikroskopie untersucht. Die Länge der Maßstabsbalken entspricht 500 µm. Die 
Aufnahme erfolgte mit dem TCS SP8 Fluoreszenzmikroskop. 
 

 Analyse der Kollagengel-Versuche 

Mittels Durchflusszytometrie wurden die Werte der medianen Fluoreszenzintensität (MFI) für 

die verwendeten Antikörper (CD209, CD86, CD200R, CD163) gemessen. Folgende 

Vergleichsgruppen wurden für die Auswertung anhand der Behandlung der Zellen definiert 

und anschließend analysiert: 

• Unbehandelt: von den Zellkulturschalen an Kulturtag 6 abgelöste, differenzierte 

M1-Makrophagen.  

Danach erfolgte die Kultivierung der Makrophagen unter folgenden Bedingungen:  

• Mit ESWT: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel kultivierte Zellen mit einmaliger 

Applikation von Stoßwellen an Tag 7. 

• Ohne ESWT: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel kultivierte Zellen ohne Applikation 

von Stoßwellen. 

• Positivkontrolle Gel: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel kultivierte Zellen unter 

Zugabe von 20 ng/µl IL-4 zu dem Gel-Ansatz und dem Nährmedium. 
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• Positivkontrolle Zellkulturplatte: von Kulturtag 6 bis 8 auf einer 6 Well 

Zellkulturplatte mit Upcell™ Oberfläche kultivierte Zellen unter Zugabe von 20 ng/µl 

IL-4 zu dem Nährmedium. 

Weiterhin wurden die zu analysierenden Gruppen zur besseren Vergleichbarkeit in drei 

Konstellationen untersucht:  

1. Gruppenvergleich Stoßwellentherapie: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel 

kultivierte Zellen mit und ohne ESWT. 

2. Gruppenvergleich Positivkontrollen: von Kulturtag 6 bis 8 in Kollagengel und auf 

der Zellkulturplatte mit Upcell™ Oberfläche kultivierte Zellen, deren Nährmedium 

20 ng/µl IL-4 hinzugegeben wurde.  

3. Vergleich aller Gruppen. 

Vor Durchführung der Durchflusszytometrie fand eine Eingrenzung der untersuchten Zellen 

mit Hilfe eines einzelnen Gates statt (Abbildung 18) um sicherzustellen, dass nur die CD45 

positiven Sytox® Blue negativen Zellen in der weiteren Analyse berücksichtigt wurden. Dieser 

Vorgang wurde sowohl für die unbehandelten (Abbildung 18, A) als auch für die anderen 

Gruppen („mit ESWT“, „ohne ESWT“, „Positivkontrolle Gel“, „Positivkontrolle Zellkulturplatte“) 

durchgeführt (Abbildung 18, B). 

 

Abbildung 18: Gating der Makrophagen in der Durchflusszytometrie. 
Die Grafiken zeigen die gesetzten Gates zur Auswahl der CD45 positiven Sytox® Blue 
negativen Zellen einer Makrophagenpopulation, die zur weiteren Analyse ausgewählt wurden. 
(A) Die Grafik beschreibt die unbehandelten Zellen nach sechstägiger Differenzierung. In (B) 
ist die Grafik der Zellen der Gruppe „ohne ESWT“ am achten Tag nach der Isolation der 
Makrophagen aus dem Kollagengel dargestellt. Im Vergleich zu der unbehandelten 
Makrophagenpopulation färben sich mehr Zellen mit Sytox® Blue, insofern sind hier weniger 
Zellen der alive-Population zuzuordnen. 
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Abbildung 19: Durchflusszytometrische Analyse einer Makrophagenpopulation. 
Dargestellt ist die Analyse der untersuchten Vergleichsgruppen einer beispielhaften 
Makrophagenpopulation mittels Durchflusszytometrie: (A) Histogramm des Spektrums der 
CD209 Antikörper-Färbung CD45 positiver Zellen. (B) Histogramm des Spektrums der CD86 
Antikörper-Färbung CD45 positiver Zellen.  (C) Histogramm des Spektrums der CD200R 
Antikörper-Färbung CD45 positiver Zellen. (D) Histogramm des Spektrums der CD163 
Antikörper-Färbung CD45 positiver Zellen. 
 

 Gruppenvergleich Stoßwellentherapie  

Der Vergleich von in dem Kollagengel kultivierten Zellen mit und ohne ESWT sollte darüber 

Aufschluss geben, ob die Behandlung von M1-Makrophagen mittels extrakorporaler 

Stoßwellen in einem dreidimensionalen Gewebeverbund einen Einfluss auf die Differenzierung 

der Zellen in M2-Makrophagen besitzt. 

In der Analyse zeigen beide Vergleichsgruppen ähnliche Messwerte der vier untersuchten 

Antikörper (Abbildung 20, Tabellen 11–14). Unter Verwendung eines ungepaarten t-Tests 

konnte bei keinem der untersuchten Antikörper ein statistisch signifikanter Unterschied 

zwischen der Behandlung mit oder ohne Stoßwellentherapie festgestellt werden (CD209: 

t (18) = 0,388; p = 0,703; CD86: t (18) = –0,112; p = 0,912; CD200R: t (18) = 0,153; p = 0,880; 

CD163: t (16) = –0,104; p = 0,919). 
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Abbildung 20: Übersicht der MFI-Messwerte der Gruppen „mit ESWT“ und „ohne 
ESWT“. 
Abgebildet sind die Boxplots der Gruppen „mit ESWT“ und „ohne ESWT“. Die MFI-Messwerte 
des CD209 Antikörpers (A), des CD86 Antikörpers (B), des CD200R Antikörpers (C) und des 
CD163 Antikörpers (D) werden dargestellt. Die Mittelwerte der vier untersuchten Antikörper 
beider Vergleichsgruppen zeigen mit Hilfe eines ungepaarten t-Tests keine signifikanten 
Unterschiede. 
 

 Gruppenvergleich Positivkontrollen  

Um den Einfluss der Kultivierung der Makrophagen in dem Kollagengel mit der konventionellen 

Kultivierung auf einer Zellkulturplatte mit Upcell™ Oberfläche zu vergleichen, wurden die 

Gruppen „Positivkontrolle Gel“ und „Positivkontrolle Zellkulturplatte“ vergleichend analysiert. 

In beiden Gruppen wurden die Zellen an Kulturtag 6 mit 20 ng/µl IL-4 stimuliert. Dies wurde 

sowohl dem Kulturmedium als auch der Kollagengel-Suspension zugefügt. 

Mittels Welch-Test zeigten sich die MFI-Werte des CD86 Antikörpers der „Positivkontrolle 

Zellkulturplatte“ statistisch signifikant gegenüber der „Positivkontrolle Gel“ erhöht 

(t (2,071) = 4,189; p = 0,049); die des CD200R Antikörpers zeigten signifikant höhere Werte 

bei den in dem Kollagengel kultivierten Makrophagen (t (5,475) = 5,636; p = 0,002). In der 

Auswertung des CD209 sowie des CD163 Antiköpers zeigten sich keine statistisch 

signifikanten Unterschiede (CD209: t (2,044) = 1,111; p = 0,380; CD163: t (5,617) = 0,453; 

p = 0,668). Die Ergebnisse der Analyse sind in Abbildung 21 dargestellt. 
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Abbildung 21: Übersicht der MFI-Messwerte der Gruppen „Positivkontrolle Gel“ und 
„Positivkontrolle Zellkulturplatte“. 
Dargestellt sind die Boxplots der Gruppen „Positivkontrolle Gel“ und „Positivkontrolle 
Zellkulturplatte“. Die Daten wurden mit Hilfe eines Welch-Tests analysiert. (A) Die MFI-
Messwerte des CD209 Antikörpers zeigten keine statistisch signifikanten Unterschiede 
zwischen den Gruppen (p=0,380). (B) Die MFI-Messwerte des CD89 Antikörpers war in der 
Gruppe „Positivkontrolle Zellkulturplatte“ gegenüber denen der Vergleichsgruppe signifikant 
erhöht (p=0,049). (C) Die MFI-Messwerte des CD200R Antikörpers verhielten sich 
entgegengesetzt; die Messwerte der in Gel kultivierten Makrophagen waren verglichen mit 
denen der Zellkulturplatte signifikant höher (p=0,002). (D) Die MFI-Messwerte des CD163 
Antikörpers wiesen keine statistisch signifikanten Unterschiede zwischen den Gruppen auf 
(p=0,668). 
 

 Vergleich aller Gruppen 

Additiv zu den Untergruppenvergleichen wurden zudem die Unterschiede zwischen den 

relevanten Gruppen „mit ESWT“, „ohne ESWT“, „Positivkontrolle Gel“ und „unbehandelt“ 

durchgeführt. 

Unter Einbeziehung der oben genannten Vergleichsgruppen wurde die Varianzhomogenität 

mittels Levene-Tests überprüft, wonach eine Gleichheit der Varianzen in diesen Gruppen 

angenommen werden konnte (CD209: p = 0,558; CD86: p = 0,736; CD200R: p = 0,358; 

CD163: p = 0,970). 
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4.2.3.1 CD209 Antikörper 

In Abbildung 22 und Tabelle 11 sind die MFI-Werte der CD209 Expression in der 

Durchflusszytometrie dargestellt (entsprechend Abbildung 19, A). Dabei unterschieden sich 

die Daten der einzelnen Gruppen nur geringfügig voneinander. Die Population „unbehandelt“ 

(324,00 ± 88,29) wies die höchsten Messwerte auf, gefolgt von den Gruppen „mit ESWT“ 

(306,00 ± 117,33) und „ohne ESWT“ (289,40 ± 67,65). Die „Positivkontrolle Gel“ zeigte die 

niedrigsten Werte (252,13 ± 45,76). Mittels einfaktorieller ANOVA konnten jedoch keine 

signifikanten Unterschiede zwischen den Gruppen festgestellt werden (p = 0,432). 

 

Abbildung 22: Übersicht der MFI-Messwerte des CD209 Antikörpers. 
Die MFI-Messwerte des CD209 Antikörpers in der Durchflusszytometrie sind als Boxplot 
dargestellt und nach Art der Behandlung in vier Untergruppen unterteilt: „mit ESWT“ (n=10), 
„ohne ESWT“ (n=10), „unbehandelt“ (n=9) und „Positivkontrolle Gel“ (n=6). 
 

Tabelle 11: MFI-Messwerte des CD209 Antikörpers. 
 

Art der Behandlung n MFI SD 

Mit ESWT 10 306,00 117,33 

Ohne ESWT 10 289,40 67,65 

Unbehandelt 9 324,00 88,29 
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Abkürzungen: n = Stichprobenzahl, SD = Standardabweichung 

 

4.2.3.2 CD86 Antikörper 

In Abbildung 23 und Tabelle 12 sind die Messwerte der MFI der CD86 Expression in der 

Durchflusszytometrie dargestellt (entsprechend Abbildung 19, B). Für die Gruppen 

„unbehandelt“ (12660,89 ± 3089,97) wurden geringfügig höhere MFI-Werte gemessen als für 

die Gruppen „mit ESWT“ (9537,50 ± 5548,96), „ohne ESWT“ (9810,70 ± 5330,32) sowie 

„Positivkontrolle Gel“ (8785,83 ± 4224,21). Mittels einfaktorieller ANOVA konnten keine 

statistisch signifikanten Unterschiede zwischen den untersuchten Gruppen festgestellt werden 

(p = 0,377). 

 

Abbildung 23: Übersicht der MFI-Messwerte des CD86 Antikörpers. 
Die Messwerte der Zellzahl des CD86 Antikörpers in der Durchflusszytometrie sind als Boxplot 
dargestellt und nach Art der Behandlung in vier Untergruppen unterteilt: „mit ESWT“ (n=10), 
„ohne ESWT“ (n=10), „unbehandelt“ (n=9) und „Positivkontrolle Gel“ (n=6). 
 
 
 
 

Positivkontrolle Gel 6 249,67 37,27 
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Tabelle 12: MFI-Messwerte des CD86 Antikörpers. 
 

Art der Behandlung n MFI SD 

Mit ESWT 10 9537,50 5548,96 

Ohne ESWT 10 9810,70 5330,32 

Unbehandelt 9 12660,89 3089,97 

Positivkontrolle Gel 6 8785,83 4224,21 

Abkürzungen: n = Stichprobenzahl, SD = Standardabweichung 

 

4.2.3.3 CD200R Antikörper 

 

Abbildung 24: Übersicht der MFI-Messwerte des CD200R Antikörpers. 
Die MFI-Messwerte des CD200R Antikörpers in der Durchflusszytometrie sind als Boxplot 
dargestellt und nach Art der Behandlung in vier Untergruppen unterteilt: „mit ESWT“ (n=10), 
„ohne ESWT“ (n=10), „unbehandelt“ (n=9) und „Positivkontrolle Gel“ (n=6). Die Sterne 
markieren voneinander signifikant verschiedene Ergebnisse (einfaktorielle ANOVA und Tukey 
post-hoc Test; * p < 0,001). 
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In Abbildung 24 und Tabelle 13 sind die MFI-Messwerte der CD200R Expression in der 

Durchflusszytometrie dargestellt (entsprechend Abbildung 19, C). Die Gruppen „mit ESWT“ 

(3278,60 ± 771,33) und „ohne ESWT“ (3232,00 ± 575,39) zeigten ähnlich Ergebnisse. Die 

gemessenen Werte der unbehandelten Zellen (2347,67 ± 944,23) waren niedriger als die der 

Vergleichsgruppen. In der Analyse der Mittelwerte mit Hilfe der einfaktoriellen ANOVA konnte 

ein statistisch signifikanter Unterschied zwischen den Gruppen nachgewiesen werden 

(p < 0,001). Der daran anschließende Tukey post-hoc Test zeigte in der „Positivkontrolle Gel“ 

statistisch signifikant erhöhte Messwerte der MFI (6595,67 ± 1785,95) im Vergleich zu den drei 

anderen Gruppen („mit ESWT“: p < 0,001; „ohne ESWT“: p < 0,001; „unbehandelt“: p < 0,001). 

 

Tabelle 13: MFI-Messwerte des CD200R Antikörpers. 
 

Art der Behandlung n MFI SD 

Mit ESWT 10 3278,60 771,33 

Ohne ESWT 10 3232,00 575,39 

Unbehandelt 9 2347,67 944,23 

Positivkontrolle Gel 8 6595,67 1785,95 

Abkürzungen: n = Stichprobenzahl, SD = Standardabweichung 

4.2.3.4 CD163 Antikörper 

In Abbildung 25 und Tabelle 14 sind die MFI-Messwerte des CD163 Antikörpers in der 

Durchflusszytometrie dargestellt (entsprechend Abbildung 19, D). Dabei unterscheiden sich 

die Daten der einzelnen Gruppen nur geringfügig voneinander. Die Gruppe „ohne ESWT“ 

ergab die höchsten Messwerte (395 ± 111,43) gefolgt von „mit ESWT“ (364,11 ± 11,13) und 

„Positivkontrolle Gel“ (333,83 ± 119,62). Die Gruppe der unbehandelten Zellen zeigte die 

niedrigsten Werte (323,86 ± 139,89). Mittels einfaktorieller ANOVA konnten keine 

signifikanten Unterschiede festgestellt werden (p = 0,951). 
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Abbildung 25: Übersicht der MFI-Messwerte des CD163 Antikörpers. 
Die MFI-Messwerte der CD163 Expression in der Durchflusszytometrie sind als Boxplot 
dargestellt und nach Art der Behandlung in vier Untergruppen unterteilt: „mit ESWT“ (n=10), 
„ohne ESWT“ (n=10), „unbehandelt“ (n=9) und „Positivkontrolle Gel“ (n=6). 
 

Tabelle 14: MFI-Messwerte des CD163 Antikörpers. 
 

Art der Behandlung n MFI SD 

Mit ESWT 9 364,11 11,13 

Ohne ESWT 9 395,00 111,43 

Unbehandelt 9 323,86 139,89 

Positivkontrolle Gel 7 333,83 119,62 

Abkürzungen: n = Stichprobenzahl, SD = Standardabweichung 
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5 Diskussion 

Eine erfolgreiche Wundheilung wird durch zahlreiche, miteinander vernetzte Faktoren 

beeinflusst, wobei Makrophagen eine zentrale Rolle als Mediatoren der Entzündungsreaktion 

einnehmen (3-7). Sie werden in der Literatur in pro-inflammatorische M1- und anti-

inflammatorische M2-Makrophagen unterteilt, wodurch das breite Spektrum der 

Einflussnahme dieser Zellen im Rahmen entzündlicher Reaktionen deutlich wird (6, 8, 9). 

Klinische Studien zeigen, dass extrakorporale Stoßwellen als minimalinvasive mechanische 

Therapieform in der Lage sind, die Wundheilung positiv zu beeinflussen (14, 99, 106, 142). 

Die genauen zellulären Mechanismen hinter dieser Wirkung sind jedoch bislang unzureichend 

erforscht. Angesichts der Schlüsselrolle, die Makrophagen in den Prozessen der Wundheilung 

einnehmen, erscheint die Untersuchung eines möglichen Einflusses der ESWT auf die 

Makrophagenpopulationen als ein vielversprechender Forschungsansatz. 

Ziel dieser Arbeit war es, zwei unterschiedliche Modelle hinsichtlich ihrer Eignung zur 

Untersuchung der Beeinflussung der Makrophagenaktivität durch die ESWT zu evaluieren. Die 

entwickelten in-vitro-Modelle sollten dabei die physikalischen Eigenschaften der menschlichen 

Haut so realitätsnah wie möglich nachbilden, um Rückschlüsse auf die Wirksamkeit der ESWT 

in vivo ziehen zu können. Gleichzeitig mussten die Modelle die Kultivierung und Behandlung 

der zu untersuchenden Zellen ermöglichen. 

Ein weiterer Schwerpunkt dieser Arbeit lag auf der Untersuchung einer möglichen 

Umpolarisierung der Makrophagen durch die Behandlung mit ESWT. Eine solche 

Umpolarisierung könnte die Grundlage für die klinisch beobachtete anti-inflammatorische 

Wirkung der Stoßwellentherapie darstellen. Die strategische Modulation der 

Makrophagenpolarisation könnte daher eine gezielte Förderung physiologischer 

immunologischer Prozesse der Wundheilung ermöglichen. 

 3D in vitro Hautmodelle 

Zunächst soll an dieser Stelle kurz auf den grundsätzlichen Aufbau der Haut eingegangen 

werden. Diese besitzt eine wichtige Schutzfunktion des Körpers gegenüber äußeren 

Umwelteinflüssen und wird wesentlich durch zwei strukturelle Schichten gebildet: die 

Epidermis und die darunter liegende Dermis (143). Die Epidermis besteht aus einer 

Basalmembran, die epidermale Stammzellen enthält sowie einem darauf geschichteten 

Epithel, dass aus spezialisierten Keratinozyten besteht und seinerseits in vier Schichten 

unterteilt werden kann (stratum basale, stratum spinosum, stratum granulosum, stratum 

corneum) (144, 145). Von dem stratum basale ausgehend durchlaufen die Keratinozyten 

verschiedene Differenzierungsschritte bis sie schließlich terminal zu Korneozyten des stratum 
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corneum differenzieren (146). Diese Schicht besitzt lediglich eine Dicke von 10–20 µm, ist 

jedoch hauptverantwortlich für die Barrierefunktion der Haut (144). Die unter der Epidermis 

gelegene Dermis ist dagegen eine eher fibröse Schicht, die hauptsächlich aus Proteinen der 

EZM wie Proteoglykanen, Kollagen, Elastin und Fibronektin besteht (147). Diese interagieren 

mit der Epidermis sowie dem subkutanen Fettgewebe und sorgen so für Stabilität innerhalb 

des Organs (148). Eine zentrale Rolle innerhalb der Dermis übernehmen Fibroblasten, die 

unter anderem für die Synthese, den Erhalt und die Organisation der EZM verantwortlich sind 

(143). 

In der Literatur sind viele verschiedene Ansätze für die Gestaltung eines 3D Hautäquivalents 

aufgeführt, die an die variierenden Fragestellungen der Versuche angepasst sind. Im Zentrum 

der Überlegungen steht in jedem Modell die Generierung eines möglichst physiologischen 

Modells. Dabei erlauben 3D-Konstrukte im Gegensatz zu 2D-Modellen einen Einblick in die 

komplexen, dynamischen Abläufe der Zell-Zell-Kommunikation sowie Zell-Zell- 

beziehungsweise Zell-Matrix-Interaktionen – mit und ohne Beeinflussung durch äußere Stimuli 

(112-115). 

Dabei kommen verschiedene Modelle zum Einsatz, die zum Großteil entweder auf der Bildung 

von Zellaggregaten, sogenannter Sphäroide, basieren oder unter Verwendung eines 

Trägermaterials (Scaffold) als Grundlage beruhen (112). Sphäroide finden besonders in der 

Tumorforschung Anwendung, da sie die Mikroumgebung von Tumoren besser wiedergeben 

können als andere Systeme (112, 114). Scaffold-basierte 3D-Konstruktionen bieten hingegen 

die Möglichkeit, komplexe, individuelle Modelle zu entwerfen, die sowohl Interaktionen 

zwischen den Zellen untereinander als auch zwischen den Zellen und Komponenten der 

Mikroumgebung wie löslichen Wachstumsfaktoren oder EZM-Protein zulassen (114, 115). 

Verwendung finden dabei Trägermaterialien wie Membranen, Gele oder Schwämme, die 

sowohl natürlichen als auch synthetischen Ursprungs sein können (126), wobei das Aussäen 

von Zellen auf Scaffolds besonders in Kollagen-basierten Modellen Anwendung findet (112, 

115, 128, 129). Dabei können sowohl auf Membranen als auch in Hydrogelen verschiedene 

Zelltypen je nach Fragestellung des Versuchsaufbaus zu unterschiedlichen Zeitpunkten in das 

Konstrukt integriert und anschießend analysiert werden (112, 128, 129, 149). Da Kollagen 

selbst ein Hauptbestandteil der EZM darstellt, ist eine Interaktion der verwendeten Zellen wie 

beispielsweise Fibroblasten mit der Kollagenmatrix möglich (112, 114, 150). 

Einige komplexere Modelle verwenden eine Kombination aus dermalen und epidermalen 

Komponenten, um einer reelleren Imitation der Haut gerecht zu werden (151-153). Malheiro 

et al. verwendeten beispielsweise ein humanes Hautäquivalent zur Etablierung eines 3D-

Hautmodells auf Basis eines kollagen- und fibrinreichen Hydrogels, welches durch 

Neurosphären innerviert wurde (149). Die Arbeitsgruppe kultivierte Fibroblasten in diesem Gel. 
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Anschließend erfolgte die Aussaat von Keratinozyten auf der Geloberfläche; eine adäquate 

epitheliale Differenzierung wurde durch ein Anheben der verwendeten Insert-Konstruktion auf 

die Flüssigkeit-Luft Schnittstelle erzielt (149). Jedoch erreichen Versuchsaufbauten, die eine 

möglichst naturgetreue Imitation der Haut anstreben, eine hohe Komplexität, wodurch eine 

Reproduzierbarkeit der Ergebnisse erschwert wird. 

Für die Anforderungen in dieser Arbeit war es wichtig ein 3D-Modell zu entwerfen, das ähnlich 

humaner Haut der mechanischen Beanspruchung, verursacht durch die ESWT, widerstehen 

kann. Haut verhält sich bei Verformung anisotrop; sie reagiert aufgrund ihrer komplexen 

biomechanischen Zusammensetzung je nach Richtung der angewandten Kraft unterschiedlich 

(154). Eine der relevanten physikalischen Größen, die in diesem Zusammenhang häufig 

untersucht wird, ist die Steifigkeit (155). Die Steifigkeit humaner Haut wird aufgrund 

unterschiedlicher Untersuchungsmethoden sowie der Spendervariabilität der Proben in der 

Literatur inhomogen wiedergegeben. Sie wird durch das Elastizitätsmodul G‘ beschrieben und 

schwankt dabei zwischen 360 Pascal (Pa) und 160 MPa (154-156). 

Auf Grundlage dieser Informationen sollen im Folgenden die zwei in dieser Arbeit vorgestellten 

3D-Hautmodelle auf ihre Anwendbarkeit zur Analyse von Makrophagen und der Beeinflussung 

ihrer Polarisierung durch die Behandlung mit extrakorporalen Stoßwellen unter Betrachtung 

der aktuellen Literatur diskutiert werden. 

 Kollagenmembran als Basis eines 3D in vitro Hautmodells  

In dem ersten Teil dieser Arbeit wurde ein 3D-Hautmodell entwickelt, welches als 

Trägermaterial eine Kollagenmembran enthält. Solche Membranen werden besonders 

innerhalb des Tissue Engineering für die Deckung von Schleimhautdefekten genutzt, die für 

die Rekonstruktion von Hautdefekten als Goldstandard gelten (129, 157, 158). Zudem stellen 

in vitro hergestellte Schleimhaut-Äquivalente auf Basis von Kollagenmembranen eine valide 

Alternative zu autologen Transplantaten dar (159-161). 

Der Vorteil dieser Modelle besteht in der Kombination aus zwei, für diesen Einsatzzweck 

essentiellen Eigenschaften. Zum einen behalten die Kollagenmembranen über den Zeitraum 

der Kultivierung ihre mechanische Integrität. Zum anderen lassen sich verschiedene Zelltypen 

gleichzeitig kultivieren, die ihrerseits innerhalb der Kollagenmatrix unterschiedliche 

Gewebeanteile ausbilden können (129, 162). Moharamzadeh et al. konnten in ihrer Arbeit 

anhand einer Bi-Kultur aus Keratinozyten und Fibroblasten die in vitro Ausbildung von 

geschichtetem Epithel auf verschiedenen Membranen nachweisen (162). Ebenso konnten 

Peters et al. ein mehrschichtiges Epithel auf einer Kollagenmembran in vitro generieren (129). 
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Die in diesem Modell verwendete BioGide® Membran fand auch in der vorliegenden Arbeit 

Anwendung. Schwab et al. untersuchten vier verschiedene Kollagen-basierte Membranen auf 

ihre Fähigkeit, organotypische Gewebeäquivalente zu generieren (158). Dabei besiedelten sie 

die zu untersuchenden Matrices mit einer Bi-Kultur aus Epithelzellen und Fibroblasten. 

Anschließend analysierten sie die Zellviabilität und führten histologische Analysen durch, um 

die Funktionalität der Schleimhaut-Äquivalente beurteilen zu können (158). Die Bio-Gide® 

Kollagenmembran zeigte in dieser Hinsicht die besten Ergebnisse, wobei besonders die 

Proliferation, Migration und Tenascinsekretion der Fibroblasten innerhalb der Membranen 

verglichen mit den anderen Trägermaterialien erhöht war (158). Die Membran selbst ist 

porcinen Ursprungs und besteht aus nicht quervernetztem Typ I und III Kollagen. 

Die Verwendung der BioGide® Kollagenmembran als Trägermaterial der Tri-Kultur aus 

Fibroblasten, Makrophagen und HUVECs erschien im Rahmen dieser Arbeit daher 

vielversprechend. Gleichzeitig wurde die in dieser Arbeit verwendete Kombination aus 

verschiedenen Zellen in der internationalen Literatur bislang nicht beschrieben, weshalb 

diesbezüglich nicht auf die Erfahrungswerte anderer Gruppen zurückgegriffen werden konnte. 

 Fibroblasten in der Kollagenmembran 

In der Literatur ist weitreichend beschrieben, dass Fibroblasten im Rahmen der Wundheilung 

eine entscheidende Rolle spielen, indem sie Kollagen und andere Bestandteile der EZM sowie 

Proteasen wie MMPs sezernieren (6, 7). Sie sind maßgeblich beteiligt an der Umwandlung 

des Fibrinkoagels zu reifem Narbengewebe. Gleichzeitig unterstützen sie durch die 

Ausschüttung von Wachstumsfaktoren wie VEGF die Migration und Proliferation von 

Endothelzellen und somit grundsätzlich die Angiogenese (41, 42, 163). Zudem sind sie 

supportiv in der Re-Epithelialisierung des verletzten Gewebes tätig (163). Besonders das 

Zusammenspiel aus Makrophagen und Fibroblasten hat einen Einfluss auf die Prozesse der 

Wundheilung und deren Ablauf. Dabei sorgt unter anderem die Sekretion des TGF-β1 durch 

Makrophagen für eine Migration von Fibroblasten in das Wundgebiet (164). Zusätzlich fördert 

TGF-β1 die Differenzierung der Fibroblasten zu Myofibroblasten (165). Die Implementierung 

von Fibroblasten scheint daher für die Komplexität eines 3D-Hautmodells, das sich nah an den 

vielschichtigen Gegebenheiten humanen Gewebes orientiert, von großer Bedeutung. 

Die Ergebnisse zeigten eine besonders ausgeprägte Aktivität der Fibroblasten in der Nähe der 

porösen Seite der Kollagenmembran, was mutmaßlich auf die initiale Besiedlung dieser Seite 

zurückzuführen ist. Gleichzeitig konnte eine Zellaktivität bis hin zur zellokklusiven Seite der 

Membran beobachtet werden. Demnach kann aufgrund der Verteilung der Fibroblasten über 

die gesamte Matrix nach 14 beziehungsweise 21 Tagen von einer hinreichenden Viabilität und 

Funktionalität der Zellen innerhalb der Membranen ausgegangen werden. Diese Ergebnisse 
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unterstreichen die Eignung des Modells zur Untersuchung zellulärer Prozesse im 

dreidimensionalen Kontext. 

Andere Studien, die sich mit dem Verhalten von Fibroblasten in Kollagenmembranen 

auseinandersetzten, kamen zu ähnlichen Ergebnissen (166-168). Kriegebaum et al. 

untersuchten in diesem Zusammenhang das Verhalten von Fibroblasten und Keratinozyten in 

equinen Typ I Kollagenmembranen nach 14 beziehungsweise 21 Tagen der 

Fibroblastenkultivierung und anschließenden sieben beziehungsweise 14 Tagen nach 

Aufbringen von Keratinozyten (166). Nach einer Gesamtkultivierungszeit von 35 Tagen 

migrierten die Fibroblasten weiter in die Membran hinein als noch 14 Tage zuvor (166). Diese 

Erkenntnisse decken sich mit denen dieser Arbeit und legen nahe, dass Fibroblasten während 

der Kultivierung in Kollagenmembranen aktiv durch die Membran migrieren; eine 

Kultivierungszeit von mindestens 21 Tagen scheint dabei ideal, um den Zellen die Möglichkeit 

zu geben, einen Großteil der Membranfläche zu besiedeln. 

 HUVECs in der Kollagenmembran 

Die aus humanen Nabelschnurvenen isolierten HUVECs finden in der Literatur breite 

Anwendung zur Untersuchung endothelialer Zellprozesse, wie der Angiogenese oder der 

Neubildung von Gefäßen (169-174). Entzündliche Prozesse sind immer eng verbunden mit 

der Angiogenese des betroffenen Wundgebietes; sie sichert eine ausreichende Versorgung 

mit Nährstoffen und ermöglicht die Migration essentieller Zellen der Wundheilung wie 

Makrophagen oder neutrophile Granulozyten in die betroffenen Gewebeareale (35, 36, 175). 

Weiterhin werden im Rahmen der Herstellung dreidimensionaler Hautäquivalente positive 

Effekte durch die Integration von HUVECs beschrieben. Miyazaki et al. erstellten ein 3D-

Hautäquivalent, das Fibroblasten, Keratinozyten sowie HUVECs enthielt. Nach der 

Transplantation in einen erzeugten Hautdefekt in Mäusen zeigten die durch HUVECs 

vaskularisierten Hautäquivalente verglichen mit denen ohne HUVECs eine höhere 

Einheilungsrate sowie einen schnelleren Anschluss der Gefäße an das Gefäßsystem der 

Mäuse (176). Die Integration von HUVECs in das vorliegende 3D-Modell erschien daher 

sinnvoll, um ein komplexeres, physiologisch präziseres Hautmodell zu entwerfen, anhand 

dessen die Beeinflussung der Prozesse der Wundheilung analysiert werden können. 

Im Zuge der Analyse der Kollagenmembranen, die mit einer Bi-Kultur aus Fibroblasten und 

HUVECs besiedelt wurden, zeigten die HUVECs im Vergleich zu den Fibroblasten keine 

Anzeichen der Migration innerhalb der Kollagenmatrix. In der immunhistochemischen Färbung 

der Endothelzellen an den Tagen 14 und 21 konnten einzig im Bereich der porösen, 

besiedelten Seite der Kollagenmembran HUVECs nachgewiesen werden. Diese Erkenntnis 

deckt sich mit den Ergebnissen von Peters et al., die ebenfalls eine Bio-Gide® 
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Kollagenmembran als Basis eines in vitro 3D-Schleimhaut-Äquivalents nutzten (129). Die 

Arbeitsgruppe untersuchte unter anderem den Einfluss der ESWT auf die Gefäßneubildung 

innerhalb einer mit einer Bi- beziehungsweise Tri-Kultur aus Fibroblasten, Epithelzellen und 

Endothelzellen besiedelten Kollagenmatrix. Dabei wurde die Membran für die Bi-Kultur am 

ersten Tag mit Fibroblasten und an Tag 12 mit Endothelzellen besiedelt. Für die Tri-Kultur 

wurden zusätzlich, vier Tage nach Kultivierungsbeginn, Epithelzellen auf die Matrices 

gegeben. An den Tagen 15, 19 sowie 26 fand die Behandlung mit extrakorporalen Stoßwellen 

mit einer EFD von 0,12 mJ/mm2, einer Frequenz von 5 Hz, einem Luftdruck von 3 bar und 

500 Impulsen statt. Dreiunddreißig Tage nach Kultivierungsbeginn wurden die Matrices zur 

Auswertung entnommen. Peters et al. beschrieben ebenfalls eine Ansammlung der 

Endothelzellen im Bereich der porösen Seite der Kollagenmembran, wobei die ESWT keinen 

Einfluss auf die Migration der Endothelzellen zeigte (129). Gleichzeitig konnte die 

Arbeitsgruppe durch die verwendeten Human Dermal Microvascular Endothelial Cells 

ausgebildete mikrovaskuläre Gefäßstrukturen beobachten, deren Ausbildung durch die ESWT 

jedoch nicht beeinflusst wurde (129). Die im Rahmen unserer Arbeit verwendeten HUVECs 

zeigten im Vergleich zu den durch Peters et al. verwendeten Endothelzellen keine Tendenz 

zur Ausbildung mikrovaskulärer Gefäßstrukturen.  

Das Verhalten von HUVECs in festen Kollagenmembranen wurde bislang wenig untersucht. 

Demgegenüber existieren zahlreiche Arbeiten, die sich mit der Ausbildung von primitiven 

Gefäßstrukturen in Hydrogelen befassen (177-180). In diesem Zusammenhang kultivierten 

Andrée et al. HUVECs gemeinsam mit Human Adipose Tissue Derived Stromal Cells in einem 

Hydrogel aus humanem Kollagen Typ I (177). Die Arbeitsgruppe konnte die Ausbildung 

endothelialer Zellnetzwerke nachweisen, wobei die Gefäßstrukturen der humanen Gelmatrix 

größere Lumina aufwies als die der murinen Vergleichsgruppe (177). Ebenso konnten Chen 

et al. die Ausbildung eines tubulären Gefäßnetzwerkes durch HUVECs beobachten, die 

zusammen mit mesenchymalen Stammzellen aus dem Blut der Nabelschnur in Matrixgel 

kultiviert wurden (180). 

 Makrophagen in der Kollagenmembran 

Makrophagen entstehend entweder durch die Proliferation lokaler Gewebemakrophagen oder 

durch Differenzierung von im Blut zirkulierenden Monozyten, die ihren Ursprung im 

Knochenmark haben (53, 181, 182). Letztere differenzieren in dem Zielgewebe durch 

Zytokine, Wachstumsfaktoren oder mikrobielle Produkte der dort vorherrschenden 

Mikroumgebung (53, 183, 184). Anschließend sind sie in der Lage, unterschiedliche 

Funktionen, wie die Phagozytose, Antigenpräsentation und Produktion verschiedener pro- 

beziehungsweise anti-inflammatorischer Zytokine, wahrzunehmen, (182, 185, 186). Dadurch 
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sind sie in der Lage, die Wundheilung, Geweberegeneration, Angiogenese oder 

immunmodulatorische Prozesse zu beeinflussen (184, 187, 188). Makrophagen werden 

entsprechend ihres Wirkungsprofils in pro-inflammatorische M1-Makrophagen und anti-

inflammatorische M2-Makrophagen eingeteilt (181, 185-187). Jedoch besitzen diese Zellen 

eine hohe Plastizität, weshalb sie innerhalb des Polarisierungsspektrums jederzeit durch sich 

verändernde äußere Stimuli in den jeweils anderen Polarisierungszustand übergehen können 

(184). Durch ihre Fähigkeit, im Rahmen der Wundheilung sowohl fördernd als auch hemmend 

aktiv zu sein, sollten sie eine zentrale Rolle in dieser Arbeit einnehmen. 

Im Rahmen der vorliegenden Studie wurden Makrophagen innerhalb eines 3D-Hautmodells 

auf Basis einer Kollagenmembran untersucht. In dem ersten Ansatz wurden die Makrophagen 

in Monokultur kultiviert. Dazu wurden die Kollagenmembranen am ersten Tag mit 

Makrophagen besiedelt und nach drei Tagen zur Färbung entnommen. Allerdings konnten 

hierbei bereits keinerlei Zellen innerhalb der Membranen nachgewiesen werden. 

Eine mögliche Erklärung hierfür könnte in der Wahl des Zellkulturmediums liegen. Um 

einheitliche Bedingungen für alle Kulturen zu gewährleisten, wurde ein HUVEC-Medium 

verwendet. Dieses Medium enthält jedoch keine Zytokine, die unter physiologischen 

Bedingungen als Stimulatoren für Makrophagen fungieren. Das Fehlen dieser Stimuli könnte 

die Abwesenheit von Zellen in der anschließenden Auswertung erklären. 

Ein ähnliches Bild ergab sich in der Auswertung der Kollagenmembranen die mit einer Tri-

Kultur aus Fibroblasten, HUVECs und M1-Makrophagen besiedelt wurden. Für die Analyse 

wurden die Kollagenmembranen an Tag 24 entnommen und immunhistochemisch mit Hilfe 

eines CD45 Antikörpers angefärbt. Auf den Schnitten dieser Membranen konnten jedoch 

ebenfalls keine Makrophagen innerhalb der Matrices nachgewiesen werden. 

Auch hier liegt die Vermutung nahe, dass das Fehlen eines inflammatorischen oder anti-

inflammatorischen Reizes als ursächlich für das negatives Versuchsergebnis erachtet werden 

kann. Die in dieser Arbeit verwendeten Zellen differenzierten unter physiologischen 

Bedingungen aus den im Blut des Spenders zirkulierenden Monozyten. Im Gegensatz zu 

residualen Makrophagen besitzen diese Monozyten allerdings nicht die Fähigkeit zur 

Selbsterneuerung (189, 190). In der logischen Konsequenz findet mutmaßlich ohne 

dauerhaften inflammatorischen oder anti-inflammatorischen Stimulus die Apoptose/Nekrose 

der verwendeten Makrophagen monozytärer Herkunft statt (51). 

Zu der Kultivierung von Makrophagen innerhalb von 3D-Hautäquivalenten basierend auf 

festen Kollagenmembranen liegen bislang wenige Daten vor. Für die Untersuchung dieser 

Zellen innerhalb von 3D-Modellen wurde in vorangegangenen Studien vermehrt auf ein 

Hydrogel als Trägermaterial zurückgegriffen (191-195). Sapudom et al. untersuchten die 
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Einflüsse von M2a- beziehungsweise M2c-Makrophagen auf Fibroblasten und 

Myofibroblasten innerhalb einer 3D-Kollagenmatrix, die mit 2 mg/ml eine ähnliche Dichte 

besaß, wie das Kollagengel, welches in dieser Arbeit verwendet wurde (193). Sie konnten 

nachweisen, dass innerhalb der Co-Kultur von M2a-Makrophagen und Fibroblasten innerhalb 

der Matrix vermehrt TGF-β1 durch die Makrophagen ausgeschüttet wird, wodurch die 

Differenzierung von Fibroblasten zu Myofibroblasten induziert wurde (193). Gleichzeitig konnte 

eine Dedifferenzierung der Myofibroblasten innerhalb der Co-Kultur aus M2c-Makrophagen 

und Myofibroblasten nachgewiesen werden (193). Auch andere Arbeiten beschäftigten sich 

mit dem Verhalten von Makrophagen in 3D-Kulturen. Ollington et al. beschreiben ein orales 

Schleimhautäquivalent, in dem unpolarisierte Makrophagen und orale Fibroblasten in einem 

aus Rattenschwänzen isolierten Typ I Kollagengel kultiviert wurden. Nach Aufbringen von 

Keratinozyten auf die Geloberfläche, entwickelte sich ein geschichtetes Epithel (192). Im 

Anschluss gaben die Autoren unterschiedliche Stimulantien zu dem Kultivierungsmedium 

hinzu. Es zeigte sich, dass die Makrophagen durch eine Stimulation mit LPS vermehrt TNF-α 

ausschütteten (192) – ein Verhalten, das sich mit den Erkenntnissen der pro-

inflammatorischen Resonanz der Makrophagen auf die Stimulation mit LPS in der Literatur 

deckt (51, 59). Die Ergebnisse von Ollington et al. zeigen zudem, dass Makrophagen durchaus 

in der Lage sind, innerhalb von Kollagen-basierten 3D-Matrices ihr Verhalten und damit ihre 

Polarisierung durch gezielte Stimulation zu verändern. Die Daten untermauern zudem die 

Annahme, dass Makrophagen ohne einen geeigneten Stimulus nicht überlebensfähig sind.  

Die in dieser Arbeit verwendete Co-Kultur aus Makrophagen, Fibroblasten und HUVECs wurde 

bislang in der Literatur nicht beschrieben. Jedoch bietet die Studie von Isali et al. interessante 

Ansätze für die Kultivierung unterschiedlicher Zellen innerhalb einer Kollagenmembran (196). 

Die Arbeitsgruppe untersuchte innerhalb einer 2D-Zellkultur die Effekte der von den 

verschiedenen Subpopulationen der M2-Makrophagen in einer Bi-Kultur ausgeschütteten 

Zytokine auf einerseits Fibroblasten und andererseits HUVECs (196). Innerhalb der Co-Kultur 

der Fibroblasten mit durch IL-10 stimulierte Makrophagen konnten eine verstärkte Produktion 

von löslichem Kollagen in dem Medium sowie größere Mengen an Kollagen in der 

Extrazellularmatrix nachgewiesen werden (196). Dahingegen wurde in der Co-Kultur von 

HUVECs mit durch IL-4, IL-13 sowie 5‘-N-Ethylcarboxamidoadenosin stimulierte Makrophagen 

einerseits eine vermehrte Ausbildung von tubulären Gefäßstrukturen beobachtet und 

andererseits eine Erhöhung von intrazellulären Adhäsionsmolekülen und CD31 nachgewiesen 

(196). Dies deutet auf eine vermehrte endotheliale Zellaktivität in der Gruppe hin. Zudem 

weisen diese Erkenntnisse auf die Notwendigkeit der Auseinandersetzung mit den 

Subpopulationen der M2-Makrophagen bezüglich ihrer vielschichtigen Einflussnahme auf 

entzündliche Prozesse hin; die Auswahl der Makrophagenpopulation scheint einen 

signifikanten Einfluss auf die Ergebnisse eines Versuchs zu haben. Weiterhin gibt die 
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beschriebene Studie Aufschluss über mögliche geeignetere Kultivierungsbedingungen für die 

Bi-Kulturen aus Makrophagen und Fibroblasten beziehungsweise HUVECs. Isali et al. 

verwendeten eine 1:1 Mischung aus dem Makrophagenmedium mit HUVEC- oder 

Fibroblastenmedium (196). Das Makrophagenmedium bestand dabei aus DMEM/F12 mit 

folgenden Zusätzen: 20 % L929-konditioniertem Medium, 10 % FCS und 1 % P/S (196). Für 

das L929-konditionierte Medium wurden zuvor L929 Fibroblasten für 3 Tage in eigenem 

Medium (DMEM/F12, 10 % FCS, 1 % P/S, 20 mM L-Glutamin) kultiviert, wodurch es mit M-

CSF angereichert wurde (196). Demnach erhielten die verwendeten M2-Makrophagen nach 

ihrer Differenzierung lediglich M-CSF als stimulierenden Faktor der Zellen. Durch den Mix der 

beiden Medien konnten die jeweils beinhalteten Zellpopulationen die spezifischen benötigten 

Wachstumsfaktoren, Zytokine und Nährstoffe erhalten. Diese Vorgehensweise könnte 

ebenfalls auf das Modell der vorliegenden Arbeit angewendet werden, das Problem der 

fehlenden Stimulanzien beheben und damit einen potentiellen Ansatz für künftige Bi-Kulturen 

darstellen. 

 Fazit 3D-Hautmodell auf Basis einer Kollagenmembran 

Die Untersuchung der Auswirkungen extrakorporaler Stoßwellen auf die Polarisierung von 

Makrophagen konnte aufgrund der fehlenden Nachweisbarkeit der Makrophagen in dem 

verwendeten 3D-Hautmodell auf Basis einer Kollagenmembran nicht weitergeführt werden. 

Die Kultivierung der Makrophagen sowohl in Monokultur als auch in Tri-Kultur zusammen mit 

Fibroblasten und HUVECs erwies sich als äußerst herausfordernd. Vorarbeiten an einer 2D-

Zellkultur mit Co-Kulturen aus Makrophagen und HUVECs beziehungsweise Fibroblasten 

lieferten jedoch vielversprechende Ansätze für zukünftige Experimente, obwohl eine Tri-Kultur 

in der Literatur bislang nicht beschrieben wurde. 

Angesichts der begrenzten Datenlage zu dem Verhalten von Makrophagen innerhalb einer 

Kollagenmembran wurde entschieden, einen alternativen Versuchsaufbau zu verfolgen. 

Basierend auf vielversprechenden Studien zur Kultivierung von Makrophagen in Hydrogelen 

(191, 193-195) wurde ein Kollagengel-basiertes 3D-Hautäquivalent etabliert. In diesem 

System wurden Makrophagen zunächst auf einer Zellkulturplatte zu M1-Makrophagen 

differenziert und anschließend in ein bovines Kollagengel eingebracht. Die Analyse erfolgte in 

drei Vergleichsgruppen, um neue Erkenntnisse über das Verhalten und die Polarisierung der 

Makrophagen unter diesen Bedingungen zu gewinnen. 
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 Hydrogele als Basis von 3D in vitro Hautmodellen 

Hydrogele finden aufgrund multipler Vorteile vermehrt Anwendung in der Erstellung von 3D-

Hautmodellen. Zum einen sind sie biokompatibel und hydrophil, wodurch eine Verwendung in 

der Zellkultur möglich ist (197). Zum anderen ermöglichen sie eine realitätsnahe Simulation 

der EZM sowie eine Steuerung der Mikroumgebung durch eine kontrollierbare Freisetzung 

unterschiedlicher Zusätze wie beispielsweise Wachstumsfaktoren (197-200). Diese können 

wie in der vorliegenden Arbeit entweder direkt in das Gel integriert werden oder über Diffusion 

aus dem Medium in das Gel gelangen. 

Eine der Eigenschaften von Hydrogelen, der in den letzten Jahren in der Literatur immer mehr 

Beachtung geschenkt wurde, ist ihre Steifigkeit. Meist besitzen die verwendeten Materialien 

zwecks einfacher Handhabung bei der Auslieferung durch den Hersteller eine geringe 

Steifigkeit. Durch eine kontrollierte Quervernetzung der enthaltenen Moleküle kommt es dann 

in Zuge der Kultivierung zu einer Erhöhung der Steifigkeit. Dabei können viele verschiedene 

Stimuli diese Vernetzung initiieren, wie beispielsweise eine Veränderung von Temperatur oder 

pH-Wert, spezielle Wellenlängen einer Lichtquelle sowie elektrische oder magnetische Reize 

(197, 201). Gleichzeitig lässt sich die Steifigkeit eines Hydrogels neben den genannten 

Initiationsstimuli durch eine Veränderung des Molekulargewichts der enthaltenen Moleküle 

oder das Einbringen von Nanomaterialien anpassen (202-206). Die so erreichten Steifigkeiten 

variieren je nach Material und Quervernetzungsgrad zwischen einigen Hundert Pa und 

25 GPa, wobei sich kollagenhaltige Hydrogele eher im unteren Spektrum der Steifigkeit 

befinden (207). 

Viele Studien befassen sich mit dem Einfluss der Steifigkeit auf das Verhalten von 

verschiedenen Zelltypen. Zhan et al. zeigten in ihrer Arbeit eine erhöhte Zellviabilität und 

Proliferation von mesenchymalen Stammzellen (MSZ), die in einem Hydrogel mit erhöhter 

Steifigkeit kultiviert wurden (208). Ebenfalls konnten Liu et al. nachweisen, dass MSZ in einem 

Gel hoher Steifigkeit eine bessere Zellviabilität besitzen und eine erhöhte Zelladhäsion 

aufweisen (209). Gleichzeitig zeigen MSZ in Gelen hoher Steifigkeit die Tendenz zu einer 

Differenzierung zu Osteoblasten, wohingegen sie in Gelen mit niedrigen Steifigkeitswerten 

vermehrt zu Chondrozyten oder Adipozyten differenzieren (210-213). Auch andere 

Zellentypen wie Fibroblasten und Makrophagen werden durch eine veränderte Beschaffenheit 

der Gelstrukturen beeinflusst. Ibañez et al. zeigten in diesem Zusammenhang eine vermehrte 

Expression von α-Smooth Muscle Actin (α-SMA) sowie der EZM-Proteine Kollagen-III und 

Fibronektin I durch Fibroblasten nach Erhöhung der Steifigkeit des verwendeten Gelatin 

Methacrylat Hydrogels (214). Eine solch vermehrte Expression ist charakteristisch für eine 

überschießende Myofibroblastenaktivität im Rahmen einer veränderten Wundheilung, die zu 

einer vermehrten Narbenbildung führen kann (214). 



Diskussion 

75 

Für diese Arbeit ist die Beeinflussung der Makrophagen von besonderer Bedeutung. 

Verschiedene Studien beschreiben eine Umpolarisierung von anti-inflammatorischen M2- zu 

pro-inflammatorischen M1-Makrophagen durch eine Erhöhung der Steifigkeit des 

verwendeten Hydrogels (215-217). Gleichzeitig schildern Zhuang et al. eine vermehrte 

Expression von iNOS und TNF-α in härteren Hydrogelen (217). Weiterhin wird von Previtera 

et al. bei der Untersuchung von durch LPS beziehungsweise TNF-α stimulierten Makrophagen 

eine vermehrte Expression von Interleukin-1β (IL-1β) und IL-6 in durch eine Erhöhung der 

Steifigkeit des verwendeten Gels beobachtet (218).  

Zusammenfassend lässt sich ein deutlicher Einfluss der Steifigkeit der verwendeten Hydrogele 

auf Fibroblasten und Makrophagen feststellen und damit weiterführend ein Zusammenhang 

zwischen der Steifigkeit des Materials und den Prozessen der Wundheilung ableiten. Insofern 

erscheint die Wahl eines weniger steifen Hydrogels zur Prävention der Umpolarisierung der 

Makrophagen zu M1-Makrophagen sinnvoll. Potentiell durch die angewandte ESWT 

polarisierte M2-Makrophagen könnten ansonsten durch ein zu steifes Gel wieder in M1-

Makrophagen umpolarisiert werden; der Effekt der Stoßwellentherapie auf die Zellen wäre 

demnach verfälscht.  

In dieser Arbeit wurde ein bovines Typ I Kollagengel mit einer Konzentration von 3 mg/ml 

verwendet. Durch das Ansetzen der Gel-Lösung ergab sich eine Konzentration von 

2,23 mg/ml. Der Hersteller gibt eine Steifigkeit des Hydrogels bei einer Konzentration von 

2,5 mg/ml von 290 Pa und eine Steifigkeit von 160 Pa bei einer Konzentration von 2 mg/ml an 

(219). Bei der in dieser Arbeit verwendeten Konzentration von 2,23 mg/ml wird daher eine 

Steifigkeit von etwa 220 Pa erwartet. Dieser Wert liegt somit in der Nähe der in der Literatur 

angegebenen unteren Grenze der Steifigkeitswerte humaner Haut von 360 Pa (156). 

Demnach scheint das verwendete Gel adäquat, um sowohl Rücksicht auf eine geringe 

Steifigkeit zu nehmen als auch nicht zu weit von der Steifigkeit humaner Haut abzuweichen.  

In Folgendem soll der zweite Teil dieser Arbeit diskutiert werden, dessen Fokus auf der 

Beeinflussung des Phänotyps der Makrophagen durch die ESWT lag. Gleichzeitig sollte ein 

potentieller Einfluss des verwendeten Hydrogels als Stimulus auf die Polarisierung der Zellen 

untersucht werden. Um diese Informationen gewinnen zu können wurde bewusst auf ein 

komplexeres Modell in Co-Kultur mit anderen Zelltypen verzichtet. 

 3D-Hautmodell auf Basis eines bovinen Kollagengels 

Die Kultivierung von Zellen in einem Kollagengel im Vergleich zu der Besiedlung einer 

Kollagenmembran hat einige anwendungsspezifische Vorteile. Bei 4 °C befindet sich das Gel 

in einem flüssigen Zustand. In dieser Form lassen sich die Makrophagen in die Gel-
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Suspension überführen und können so in ein Well einer Zellkulturplatte übertragen werden. 

Erst im Anschluss härtet das Gel bei 37 °C in einem Brutschrank aus. Dabei wird es stabil 

genug, um der mechanischen Beanspruchung durch die ESWT zu widerstehen. Gleichzeitig 

ist nach Beendigung des Versuchsablaufes eine Isolation der Zellen durch eine Verdauung 

der Kollagenmatrix mittels Kollagenase möglich. Dadurch lassen sich die Makrophagen 

individuell untersuchen. Auf diese Weise können die vorliegenden Subpopulationen der Zellen 

präziser voneinander differenziert werden. Zudem benötigen die Zellen, verglichen mit der 

Anwendung einer Kollagenmembran als Scaffold, keine Zeit, um die Matrix zu durchwandern. 

Stattdessen sind sie durch die angefertigte Suspension gleichmäßig in der Matrix verteilt. Das 

Kollagengel selbst kann dabei ebenso wie das Zellkulturmedium mit Nährstoffen sowie 

verschiedenen Stimulantien für die Makrophagen versehen werden. Durch Diffusion der 

Inhaltsstoffe aus dem Zellkulturmedium in das Kollagengel ist eine dauerhafte Versorgung der 

Zellen gewährleistet, die essentiell für das Überleben der Makrophagen über die Dauer der 

Kultivierung ist. 

 Stoßwellenapplikation 

Der Applikation von ESWT wird ein positiver Effekt auf das behandelte Gewebe 

zugeschrieben, welcher seinerseits auf eine verbesserte Geweberegeneration, Angiogenese 

und Zellproliferation zurückgeführt werden kann (14, 25, 98, 99). Nach der Behandlung mit 

Stoßwellen wurde die Hochregulation von VEGF, SDF-1 und HIF-1α beobachtet, die eine 

erhöhte Migration von endothelialen Vorläuferzellen bedingt und damit die Vaskularisierung 

des Gewebes befördert (97, 99, 106). Gleichzeitig konnte in-ovo eine erhöhte Konzentration 

von MMP-9 nach ESWT nachgewiesen werden (14), das sowohl an der Aktivierung von VEGF 

als auch an der Zersetzung der EZM Anteil hat (105, 107) und damit die Prozesse der 

Angiogenese maßgeblich beeinflusst. Diese Beobachtungen der verbesserten 

Vaskularisierung durch ESWT wird durch Daten aus in-vivo Studien unterstützt (16, 103, 104). 

So konnten beispielsweise Wang et al. im Vergleich zu einer unbehandelten Vergleichsgruppe 

durch eine einmalige Anwendung von ESWT (0,18 mJ/mm2, 1.000 Impulse) an dem Ansatz 

der Achillessehne von Hunden nach vier beziehungsweise acht Wochen Gefäßneubildungen 

nachweisen (103).  

Weiterhin zeigte die Applikation der ESWT bereits in zahlreichen Studien einen positiven Effekt 

auf entzündliche Reaktionen der Haut (220-223). Ko et al. untersuchten die Wirkung von 

rESWT (0,1–0,15 mJ/mm2, 8 Hz, 2.000–12.000 Impulse) und fESWT (0,1–0,15 mJ/mm2, 

3 Hz, 1.000–6.000 Impulse) an 52 Patienten mit dermalen beziehungsweise subdermalen 

Fibrosen an unterschiedlichen Regionen des Körpers (221). Dabei konnte eine Verbesserung 

sowohl des klinischen Erscheinungsbildes als auch funktioneller Bewegungen festgestellt 
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werden (221). Auch in der Behandlung diabetischer Wunden konnten vielversprechende 

Ergebnisse durch die Behandlung mit ESWT erbracht werden (224, 225). In einem 

Rattenmodell mit Streptozocin-induziertem Diabetes konnten Chen et al. durch die 

Behandlung mit ESWT (0,09 mJ/mm2, 800 Impulse) im Vergleich zu einer unbehandelten 

Vergleichsgruppe eine verkleinerte Wundfläche sowie eine erhöhte Neovaskularisation und 

verringerte entzündliche Reaktion beobachten (224). Diese Ergebnisse decken sich in Teilen 

mit den Ergebnissen von Vangaveti et al., deren Arbeitsgruppe diabetische Fußulzera von 48 

Patienten entweder mit dem Therapiestandard oder mit einer Kombination aus ESWT 

(0,11 mJ/mm2, 5 Hz, 100 Impulse) und dem Therapiestandard behandelten (223). In der 

Gruppe, die mit ESWT behandelt wurden, fanden sich verglichen mit denen der 

Standardtherapie nach 6 Wochen mehr Patienten mit ausgeheilten Läsionen; die Ergebnisse 

erreichten jedoch keine statistische Signifikanz (223). Ähnliche Resultate zeigen Wu et al. in 

einer Metaanalyse, in der sie die Therapie eines diabetischen Fußulcus mittels ESWT mit dem 

ansonsten durchgeführten Therapiestandard nach internationalen Richtlinien verglichen (225). 

In der Durchsicht aller eingeschlossenen Studien zeigten sich signifikant mehr ausgeheilte 

Läsionen in der Gruppe der durch ESWT behandelten Patientengruppe (225). In der 

Metaanalyse von Charles et al. konnte nach einer Behandlung der Plantarfasziitis mit ESWT 

eine Verbesserung der Funktion sowie eine Reduktion der Schmerzen der Patienten 

nachgewiesen werden (226). 

Die zugrundeliegenden molekularen Mechanismen für die aufgezeigten klinisch beobachteten 

und die Wundheilung positiv beeinflussenden Effekte der ESWT sind jedoch noch nicht 

eindeutig aufgeschlüsselt. Einige Studien bieten jedoch vielversprechende Ansätze für die 

Erklärung des beobachteten anti-inflammatorischen Effektes nach einer Behandlung mit 

ESWT. In diesem Zusammenhang beobachteten Ciampa et al. in-vitro nach der Behandlung 

von murinen Gliomzellen eine reduzierte NF-κB-Aktivierung und NF-κB abhängigen 

Genaktivierung und daraus folgend eine verminderte Ausschüttung inflammatorischer 

Zytokine, wie TNF-α und iNOS (109). Andere Arbeitsgruppen konnten eine durch ESWT 

induzierte Modulation der Entzündungsreaktion nachweisen, die sich unter anderem durch 

eine herunterregulierte Leukozyteninfiltration (111) oder eine Stimulation des TLR3 

Signalwegs äußerte (110). 

Gleichzeitig kann davon ausgegangen werden, dass die beobachteten 

wundheilungsfördernden Effekte durch die ESWT aus einem Zusammenspiel aller oben 

aufgeführten Beobachtungen resultieren und nicht durch einen einzelnen Zelltyp oder 

Mechanismus mediiert werden. 
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5.4.1.1 Auswahl der Parameter der ESWT 

Verschiedene Parameter können in der Durchführung der ESWT eingestellt und angepasst 

werden. Die Auswahl der in dieser Arbeit angewendeten Einstellungen soll im Folgenden 

diskutiert werden. 

Die verwendete EFD wurde häufig unterhalb von 0,13 mJ/mm2 gewählt (14, 129, 221, 223). 

Dahingehend untersuchten Cai et al. die Zellviabilität beziehungsweise Proliferation von 

humanen Fibroblasten nach der Stoßwellenbehandlung mit unterschiedlichen Impulszahlen 

(100, 300 und 500) und EFD (0,05 mJ/mm2, 0,1 mJ/mm2 und 0,19 mJ/mm2) (227). Die 

Arbeitsgruppe konnte jedoch keine signifikanten Unterschiede in der Zellviabilität der 

untersuchten Zellpopulationen, die verschiedene Kombinationen der angegeben Parameter 

erhielten, feststellen. Gleichzeitig zeigte die Anwendung verschiedener EFD (0,05 mJ/mm2, 

0,1 mJ/mm2 und 0,19 mJ/mm2) keine Unterschiede in der gemessenen Genexpression von IL-

6, IL-8 oder CC-Chemikin-Ligand-2 (227). Im Gegensatz dazu berichten Mattyasovszky et al. 

von einem negativen Effekt auf die Zellviabilität bei zweifacher Anwendung einer ESWT mit 

einer EFD von 0,14 mJ/mm2 (228). Ebenfalls beobachteten Martini et al. eine reduzierte 

Zellzahl nach Stoßwellenbehandlung mit einer EFD von 0,31 mJ/mm2 (229). Die Anwendung 

einer zu hohen EFD scheint sich demnach negativ auf die Viabilität der Zellen auszuwirken. In 

ähnlicher Weise beschreiben Rompe et al. negative Effekte auf Achillessehnen von Hasen 

nach der Behandlung mit ESWT mit 1000 Impulsen und einer EFD von 0,6 mJ/mm2 (230). Die 

Autoren schildern verglichen mit den Vergleichsgruppen, die mit einer EFD von 0,08 mJ/mm2 

beziehungsweise 0,28 mJ/mm2 behandelt wurden, einen vergrößerten anteroposterioren 

Durchmesser der Sehne sowie histologische Zeichen einer fibrinoiden Nekrose und einer 

Infiltration inflammatorischer Zellen (230). EFD-Werte größer als 0,28 mJ/mm2 

beziehungsweise 0,31 mJ/mm2 scheinen daher vermehrt destruktive Effekte auf das 

behandelte Gewebe zu haben. Gleichzeitig sollte die EFD hoch genug gewählt werden, um 

einen möglichst großen therapeutischen Effekt zu erzielen. So zeigen Ciampa et al., dass die 

höchste gemessene Enzymaktivität von NOS in dem Zytosol muriner Gliomzellen erst bei der 

Verwendung einer EFD von 0,03 mJ/mm2 beziehungsweise 0,11 mJ/mm2 gemessen werden 

konnte (109). Auf Basis der vorliegenden Daten wurde in dieser Arbeit daher eine EFD von 

0,12 mJ/mm2 verwendet. 

Die Anzahl der Impulse wird in verschiedenen Studien sehr unterschiedlich angegeben und 

reicht von 100 bis 12.000 Impulsen, wobei sowohl für niedrige als auch für hohe Impulszahlen 

positive Effekte nach einer Behandlung mit ESWT beschrieben wurden (221, 223, 227, 231). 

Größere Impulszahlen finden besonders in klinischen Studien an größeren Hautdefekten 

Anwendung (221, 223), wobei die Größe des zu behandelnden Areals einen maßgeblichen 

Einfluss auf die Auswahl der Anzahl der Impulse hat. Impulszahlen über 1.500 fanden daher 
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in in-vitro Studien wenig Anwendung. In diesen wurden meist 100 bis 1.500 Impulse verwendet 

(109, 110, 227, 232). In der oben aufgezeigten Studie von Cai et al. beschreiben die Autoren 

nach 24 Sunden unter Verwendung einer EFD von 0,05 mJ/mm2 und verschiedenen 

Impulszahlen (100, 300 und 500) keine Unterschiede in der gemessenen Genexpression von 

IL-6 und CC-Chemikin-Ligand-2, jedoch eine signifikant erhöhte Expression von IL-8 in der 

Gruppe, die mit 500 Impulsen therapiert wurde, sowie eine erniedrigte Expression von TNF-α 

in den Gruppe, die mit 300 beziehungsweise 500 Impulsen behandelt wurden (227). Zusätzlich 

wurden die höchsten Werte der gemessenen IL-8 Konzentration des Zellkulturüberstandes in 

der Gruppe gemessen, die mit 500 Impulsen behandelt wurde (227). Die Verwendung von 500 

impulszahlen scheint demnach vielversprechendere Ergebnisse zu produzieren. Ähnliche 

Ergebnisse zeigt die Studie von Ciampa et al., in der die höchste Enzymaktivität an NOS nach 

der Behandlung mit ESWT sowohl mit einer EDF von 0,03 mJ/mm2 als auch von 0,11 mJ/mm2 

unter Verwendung von 500 Impulsen, verglichen mit 1.000 und 1.500 Impulsen, die höchste 

Enzymaktivität an NOS gemessen wurde. Aus der Analyse der diskutierten Studien scheint 

demnach die Verwendung von 500 Impulsen in der Anwendung der ESWT in dieser Arbeit als 

vielversprechend. 

In vielen in-vitro Studien, die sich mit der Wirkung der ESWT beschäftigten, fand eine einfache 

Anwendung statt (24, 109, 227, 233-235). Dabei wurden in den meisten Studien eine 

Einflussnahme der ESWT auf die jeweils untersuchten Effektgrößen aufgezeigt. So 

beschreiben Sukubo et al. nach einmaliger Anwendung eine Dämpfung pro-inflammatorischer 

sowie eine verstärkte Ausbildung anti-inflammatorischer Gene (24). Gleichermaßen zeigen 

auch Weihs et al. nach einmaliger Applikation der ESWT einen Anstieg an freigesetztem ATP 

in das Zellkulturmedium, eine erhöhte Aktivierung von ERK1/2 und p38 MAPK sowie eine 

gesteigerte Proliferation der untersuchten Zelltypen (humane Jurkat T-Zell-Zelllinie, murine 

mesenchymale Stammzellen und humane Fettgewebsstammzellen) (234). Hingegen findet in 

klinischen Studien auch häufig eine mehrfache Applikation der ESWT statt. Begründet werden 

kann dies mitunter in der einfacheren Anwendung der ESWT in in-vivo Studien verglichen mit 

der in in-vitro Studien. Letztere erforderten in einigen Studien eine Überführung der zu 

behandelnden Zellen von der Zellkulturplatte, auf der sie kultiviert wurden, in ein Röhrchen, 

indem die Zellen dann in Suspension vorlagen, um sie anschließend mit der ESWT zu 

behandeln, wie beispielsweise durch Weihs et al. (234), Yu et al. (235) oder Basoli et al. (236) 

beschrieben. Anschließend wurden die Zellen wieder auf eine Zellkulturplatte überführt und zu 

unterschiedlichen Zeitpunkten nachfolgend analysiert (234-236). Eine weitere Applikation von 

ESWT hätte ein erneutes Ablösen und Überführen der Zellen bedeutet. In den Ergebnissen 

der Studien wäre es mitunter schwer geworden, die Einflüsse des mehrmaligen Transfers der 

Zellen von denen der ESWT zu differenzieren. In klinischen Studien fand im Gegensatz dazu 

eine Applikation der ESWT auf das zu untersuchende Gewebeareal statt; eine Manipulation 
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der Ergebnisse durch zellkulturbedingte Einwirkungen ist ausgeschlossen. In Tierstudien 

hingegen fand häufig nur eine einmalige Behandlung statt, wobei in diesen die Überlegenheit 

der mehrfachen Anwendung gegenüber der einfachen nicht eindeutig geklärt ist. So konnten 

beispielsweise Kuo et al. keinen Einfluss einer mehrfachen Applikation verglichen mit einer 

einfachen Anwendung der ESWT auf die Reduktion der nekrotischen Areale in einem dorsalen 

Hautlappenmodell von Ratten feststellen (222). Im Gegensatz dazu beobachteten de Lima 

Morais et al. eine Förderung der Kollagen und Angioneogenese sowie eine Hochregulation 

des Fibroblasten-Wachstumsfaktor 2 in der Haut von Ratten nach Behandlung mit ESWT, 

wobei die beschriebenen Effekte nach zweifacher Applikation im Vergleich zu einer einfachen 

Anwendung stärker ausfielen (220). In Metaanalysen humaner Studien, wie die zu der Wirkung 

der ESWT als Therapie diabetischer Fußulzera durch Huang et al. (237) oder der zur Analyse 

der Effektivität der ESWT in der Behandlung von Patellatendinopathie, 

Achillessehnentendinopathie oder einer Plantarfasziitis durch Charles et al. (226), wurden 

ausschließlich Studien mit mehreren Applikationen der Stoßwelle eingeschlossen.  

Nach der Durchsicht der vorliegenden Studien wurde in der vorliegenden Arbeit eine einmalige 

Applikation der ESWT angewendet. Allerdings erlaubt der Versuchsaufbau in der Theorie eine 

mehrfache Anwendung der ESWT, ohne dass eine wiederholte zusätzliche Manipulation der 

Zellen notwendig wäre; zwecks der Vergleichbarkeit mit anderen in-vitro Studien wurde jedoch 

auf eine mehrfache Anwendung der ESWT verzichtet.  

5.4.1.2 Auswertung der Oberflächenmoleküle der Makrophagen  

Um eine Veränderung der Polarisierung der verwendeten M1-Makrophagen durch die 

Behandlung mit ESWT bestimmen zu können, wurden vier verschiedene Oberflächenmoleküle 

der Zellen analysiert, deren vermehrte Ausprägung charakteristisch für M1- beziehungsweise 

M2-Makrophagen ist. CD86 wird vornehmlich durch pro-inflammatorische M1-Makrophagen 

ausgebildet (238) und bietet daher Aufschluss über deren Anteil an der Gesamtzellzahl.  

Im Gegensatz dazu werden CD209, CD200R und CD163 vermehrt durch M2-Makrophagen 

exprimiert (68, 239, 240), die, wiederum abhängig von dem aktivierenden Stimulus, in M2a, 

M2b, M2c und M2d unterteilt werden (184, 241, 242). Eine Aktivierung mit IL-4 oder IL-13 

induziert den M2a Subtyp, der durch die Ausbildung von CD206 und CD200R an seiner 

Oberfläche sowie durch die Sekretion von CCL17, TGF-β, Insulin Like Growth Factor, IL-10 

und Fibronektin gekennzeichnet ist und somit maßgeblichen Einfluss auf die Wundheilung und 

die Remodellierung des Gewebes hat (184, 185, 243, 244). Der M2b Subtyp wird dagegen 

durch IL-1β oder eine kombinierte Exposition zu Immunkomplexen und TLR-Agonisten 

induziert und besitzt vor allem immunregulatorische Eigenschaften, die unter anderem durch 

eine vermehrte Ausschüttung von TNF-α, IL-1β, IL-6, IL-10 und CCL1 gesteuert wird (62, 78, 
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185). Interessanterweise wird CD86 ebenfalls als Marker für M2b Makrophagen beschrieben 

(58). Eine Induktion von M2c Makrophagen kann hingegen durch IL-10, TGF-β oder 

Glukokortikoide erfolgen (181, 184, 245). Durch die Ausschüttung von IL-10 sowie TGF-β 

besitzen diese Zellen anti-inflammatorische beziehungsweise anti-fibrotische Eigenschaften. 

Zudem ist dieser Makrophagen-Subtyp durch eine hohe Expression der Mer Rezeptor Tyrosin 

Kinase in der Lage, effektiv Phagozytose zu betreiben (184, 246). Der Subtyp der M2d 

Makrophagen wird durch eine Kostimulation von TLR-Liganden und Adenosinrezeptor-

Liganden induziert (243, 247, 248) und ist durch eine erhöhte IL-10-, VEGF- sowie eine 

erniedrigte Produktion von TNF-α, IL-1β und IL-12 gekennzeichnet (242, 243, 247, 249, 250), 

wodurch er pro-angiogene Eigenschaften besitzt. Gleichzeitig werden die Makrophagen 

dieses Subtyps mit pro-tumoralen Effekten in Zusammenhang gebracht (251). 

Aufgrund der hohen Plastizität der Makrophagen sind die Zellen jedoch in der Lage, ihre 

Polarisation durch eine variierende Exposition von M1- beziehungsweise M2-Stimuli der 

Mikroumgebung zu verändern (184). In den komplexen Abläufen physiologischer Prozesse ist 

daher ein Spektrum an verschiedenen Makrophagen-Subtypen anzutreffen, wobei in der 

Analyse spezifische Oberflächenmarker, Gene und/oder ausgeschüttete Zytokine für deren 

Differenzierung Anwendung finden (78, 238, 240, 242, 245). 

Die in dieser Arbeit zur Charakterisierung der M2-Makrophagen ausgewählten 

Oberflächenmoleküle CD209, CD200R und CD163 werden in unterschiedlichen Subtypen 

verschieden stark exprimiert. CD209 und CD163 wird verstärkt in M2c-Makrophagen 

ausgebildet (58, 251-254). Dagegen wird die Expression von CD200R vor allem durch den 

Subtyp M2a beschrieben (244, 255). Eine Analyse der Subtypen M2b und M2d erscheint daher 

mit den ausgewählten Polarisierungsmarkern und unter Berücksichtigung einer fehlenden 

Untersuchung spezifischer Markergene und/oder ausgeschütteter Zytokine nicht möglich. 

Jedoch galt es in dieser Arbeit einen potentiellen Zusammenhang des beobachteten anti-

inflammatorischen Effektes der ESWT mit der Polarisierung von Makrophagen, im Besonderen 

einer möglichen Umpolarisierung von M1- zu M2-Makrophagen, durch eine Behandlung mit 

extrakorporalen Stoßwellen herzustellen. Daher wurden Polarisierungsmarker ausgewählt, die 

eine Differenzierung von pro-inflammatorischen M1-Makrophagen (CD86+) und anti-

inflammatorischen M2-Makrophagen (M2a: CD200R+; M2c: CD209+, CD163+) ermöglichen. 

Die untersuchte Gruppe „unbehandelt“ beinhaltet die differenzierten M1-Makrophagen nach 

Ablösen von ihrer Zellkulturschale. Im Vergleich zu der Gruppe „ohne ESWT“, in der die Zellen 

anschließend zwei Tage in dem Kollagengel kultiviert wurden, zeigen sich keine signifikanten 

Unterschiede in den untersuchten Oberflächenmarkern CD86, CD209, CD200R und CD163. 

Daraus lässt sich ableiten, dass die Kultivierung in einer bovinen Kollagenmatrix selbst keinen 

signifikanten Einfluss auf die Polarisierung der Makrophagen besitzt. 



Diskussion 

82 

Gleichzeitig bedeutet dies aber nicht, dass sich Makrophagen innerhalb des Kollagengels in 

einem statischen Zustand befinden. Die Behandlung der Zellen in der Gruppe „Positivkontrolle 

Gel“ mit 20 ng/µl IL-4 zeigte einen signifikanten Anstieg der gemessenen MFI des CD200R 

Antikörpers, was für eine Umpolarisierung der M1- zu M2a-Makrophagen spricht. Hiermit 

wurde sichergestellt, dass eine Änderung der Polarisation von Makrophagen in dem bovinen 

Kollagengel grundsätzlich möglich ist. Eine Umpolarisierung in die anderen Subpopulationen 

der M2-Makrophagen war nicht zu erwarten, da diese durch andere Stimuli induziert werden, 

wie oben beschrieben. 

5.4.1.3 Vergleich der Positivkontrollen 

Durch die Verwendung der 6 Well Zellkulturplatten mit UpCell™ Oberfläche für die Gruppe 

„Positivkontrolle Zellkulturplatte“ sollte weiterführend das Polarisierungspotential von auf 

spezialisierten Platten kultivierten Makrophagen mit denen verglichen werden, die in 

Kollagengel kultiviert wurden. Die Zellen der Gruppen „Positivkontrolle Gel“ und 

„Positivkontrolle Zellkulturpatte“ wurden dafür jeweils mit IL-4 stimuliert, um eine M2- 

Polarisierung der M1-Makrophagen zu provozieren. In der Literatur wird beschrieben, dass 

durch eine Stimulation mit IL-4 unter anderem die Expression des CD200R auf der 

Zellmembran der Makrophagen stimuliert wird (76, 256, 257). Ein Anstieg in dem MFI des 

CD200R Antikörpers war daher durch eine IL-4 vermittelte Stimulation zu erwarten. Dies wird 

durch die Ergebnisse der Gruppe „Positivkontrolle Gel“ bestätigt, deren Werte signifikant im 

Vergleich zu denen der „Positivkontrolle Zellkulturplatte“ erhöht waren. Das 

Polarisierungspotential von Makrophagen, die in Kollagengel kultiviert wurden, scheint 

demnach größer zu sein als das der Vergleichsgruppe der Zellkulturplatte mit UpCell™ 

Oberfläche. Im Gegensatz dazu waren die MFI-Messwerte des CD86 Antikörpers in der 

Gruppe „Positivkontrolle Zellkulturplatte“ signifikant gegenüber denen der in Gel kultivierten 

Gruppe erhöht. Alle anderen gemessenen Antikörper zeigten in den beiden Vergleichsgruppen 

keine signifikanten Unterschiede. 

Ziel der Verwendung dieser Zellkulturplatte war es, den beschriebenen Einfluss der 

enzymatischen Zelldissoziation auf die zu untersuchenden Oberflächenmoleküle der 

Makrophagen zu verhindern. In der Durchsicht der Daten wurde in der Gruppe „Positivkontrolle 

Zellkulturplatte“ im Vergleich zu den anderen analysierten Gruppen im FACS weniger Debris 

nachgewiesen, wodurch eine größere Anzahl intakter Zellen vorlag. Ähnliche Erkenntnisse 

beschreiben Maeß et al., die den Unterschied der Ablösung von transfektierten Makrophagen 

von Zellkulturplatten mit UpCell™ Oberfläche mit der enzymatischen Dissoziation von 

konventionellen Polystyrene Kulturplatten mittels Accutase® verglichen (140). Analysiert 

wurden die Morphologie und Vitalität der Zellen mittels FACS. Mit Hilfe der Real Time-

quantitative Polymerase Chain Reaction wurden die Ausprägung bestimmter M1- 
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beziehungsweise M2-spezifischer Differenzierungsmarker sowie die Effizienz der Transfektion 

bestimmt. Die Arbeitsgruppe konnte allerdings keine deutlichen Unterschiede der 

untersuchten Parameter zwischen den beiden Vergleichsgruppen feststellen (140). Jedoch 

fanden sie in der FACS-Analyse in der Gruppe der Makrophagen, die von den Polystyrene 

Kulturplatten enzymatisch abgelöst wurden, einen erhöhten Anteil an Debris verglichen mit 

denen der Kulturplatten mit UpCell™ Oberfläche (140). Maeß et al. begründen diese 

Beobachtung mit der schonenderen Dissoziation der Zellen von der Kulturplatte mit UpCell™ 

Oberfläche. Diese Beobachtung deckt sich mit den Erkenntnissen der vorliegenden Arbeit.  

Die beschriebene schonendere Dissoziation der Zellen von den Kulturplatten mit UpCell™ 

Oberfläche könnte ursächlich sein für die deutlich erhöhten Messwerte des CD86 Antikörpers 

der Gruppe „Positivkontrolle Zellkulturplatte“ verglichen mit denen der Gruppe „Positivkontrolle 

Gel“. Eine eindeutige Erklärung für diese Beobachtung konnte nicht gefunden werden. Erklärt 

werden könnte dies durch die schonende Dissoziation, aufgrund derer mutmaßlich die 

Zellmembran und deren Oberflächenmoleküle weniger stark beeinträchtigt worden sind, 

wodurch insbesondere die Integrität des CD86 Moleküls erhalten blieb. Vergleichbare 

Beobachtungen wurden in der Literatur jedoch nicht beschrieben. 

Insgesamt zeigte die Kultivierung auf der UpCell™ Zellkulturplatte einen anderen Einfluss auf 

die Polarisierung der Makrophagen als die Kultivierung in dem verwendeten bovinen 

Kollagengel. Demnach scheinen die Kultivierungsgegebenheiten der Makrophagen einen 

maßgeblichen Einfluss auf deren Polarisierung zu besitzen. Weitere Versuche werden jedoch 

nötig sein, um diese Beobachtung zu verifizieren. 

5.4.1.4 Einfluss der ESWT auf die Differenzierung der Makrophagen 

Die Makrophagen wurden über eine Dauer von einem Tag in dem Kollagengel kultiviert. 

Anschließend erfolgte die einmalige Behandlung mit extrakorporalen Stoßwellen in der Gruppe 

„mit ESWT“. Einen Tag später wurden die Zellen aus der Matrix isoliert und mittels FACS 

untersucht. Dabei zeigten sich im Vergleich der mit und ohne ESWT behandelten Gruppen 

keine signifikanten Unterschiede in der Analyse des M1-Markers CD86 sowie der M2-Marker 

CD209, CD200R und CD163. Somit konnte in diesem Versuchsaufbau kein Einfluss der 

ESWT auf die Polarisierung von M1-Makrophagen nachgewiesen werden. Im Gegensatz dazu 

wurde in der Gruppe „Positivkontrolle Gel“ durch eine Stimulation mit IL-4 ein signifikanter 

Anstieg der MFI des CD200R Antikörpers beobachtet; eine Umpolarisierung pro-

inflammatorischer M1-Makrophagen zu anti-inflammatorischen M2-Makrophagen ist somit 

innerhalb des Kollagengels grundsätzlich möglich. 

In der einzigen vergleichbaren Studie, die den potentiellen Effekt der ESWT auf die 

Makrophagenpolarisation untersucht hat, zeigten Sukubo et al., dass die Behandlung mit 
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extrakorporalen Stoßwellen zu einer signifikanten Erniedrigung von M1-Markergenen (CD80, 

COX2, CCL5) führt und einen verstärkenden Effekt auf M2-Markergene (ALOX15, MRC1, 

CCL18) besitzt (24). Gleichzeitig konnte die Arbeitsgruppe keine Aktivierung von M0-

Makrophagen feststellen. In dem dabei verwendeten Modell wurden die Zellen in einer 

Zellkulturflasche kultiviert. Für die Stoßwellenapplikation erfolgte anschließend die 

vollständige Füllung der Flasche mit Medium; diese wurde in einem mit entgastem Wasser 

gefülltem Gefäß platziert. Die Stoßwellen wurden mit einem Abstand von 5 cm und einer EFD 

von 0,1 mJ/mm2 beziehungsweise 0,03 mJ/mm2, einer Frequenz von 3,5 Hz/s und insgesamt 

400 Impulsen auf die Zellen appliziert (24). Der Versuchsaufbau unterscheidet sich jedoch 

wesentlich von dem der vorliegenden Arbeit. Die maßgeblichen Unterschiede sollen im 

Folgenden näher erläutert werden: Aus den bisherigen Daten zur Wirkungsweise der ESWT 

wird deutlich, dass es sich bei der Mechanotransduktion um einen potentiell wichtigen 

Einflussfaktor für die biologische Wirkung von extrakorporalen Stoßwellen handelt (22, 258). 

Dabei erzeugt die ESWT einen mechanischen Stimulus auf das Gewebe. Die Umwandlung 

dieser mechanischen Energie in ein biologisches Signal der Zelle wird als 

Mechanotransduktion bezeichnet (22). Über zwei hauptverantwortliche Mechanismen können 

die Zellen mechanische Stimuli wahrnehmen und eine spezifische biologische Antwort darauf 

erzeugen: zum einen durch Zell-Matrix-Verbindungen, den Fokalkontakten, die das Aktin-

Zytoskelett der Zelle mit der EZM verbinden und zum anderen durch Zell-Zell-Verbindungen, 

wie Adherens Junctions, die die Zellen untereinander kommunizieren lassen (259). Insgesamt 

können so verschiedene Signalkaskaden ausgelöst werden, die einen Einfluss auf die 

Regulation des Metabolismus der Zelle sowie den Zellzyklus nehmen; die genauen Abläufe 

dieser Prozesse konnten jedoch noch nicht vollständig aufgeschlüsselt werden (22, 258). 

In der Literatur sind dabei einige Signalwege aufgezeigt, die einen positiven Effekt der ESWT 

auf die Wundheilung erklären könnten. In tierexperimentellen Studien konnte nach 

Behandlung mit extrakorporalen Stoßwellen eine verbesserte Durchblutung durch eine 

vermehrte Ausschüttung von eNOS, VEGF und PCNA nachgewiesen werden (22, 260-262). 

Gleichzeitig wurde nach der Applikation der ESWT eine Modulation spezifischer 

zellregulatorischer Moleküle, wie der ERK, Focal Adhesion Kinase, Wnt oder ATP/P2X7, 

beobachtet, die unter anderem die Differenzierung und Proliferation von Zellen wesentlich 

beeinflussen (18, 22, 263). 

Dabei sind die Signalwege, die den beobachteten anti-inflammatorischen Effekt erklären 

können, noch nicht eindeutig aufgeschlüsselt. Dennoch gibt es vielversprechende Ansätze, 

die den Wirkeffekt der ESWT auf molekularer Ebene erklären könnten. So beschreiben Chen 

at al., verglichen mit unbehandelten Kontrollgruppen, eine Förderung der Wundheilung nach 

Behandlung einer künstlich verursachten Wunde mit ESWT in einem Diabetes induzierten 
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Rattenmodel (18). Dabei stellten sie eine verstärkte Modulation der Glykogen Synthase 

Kinase-3β des Wnt/ β-Catenin Signalwegs nach Stoßwellenbehandlung fest (18). In einem 

anderen Tiermodell, in dem an autoimmuner Prostatitis erkrankte Ratten untersucht wurden, 

zeigten Feng et al. eine verminderte Ausschüttung der pro-inflammatorischen Zytokine TNF-

α, IL-1β, IL-6, Cyklooxygenase-2 (COX-2) und Substanz P sowie eine Reduktion des 

oxidativen Stresses durch eine Minderung intrazellulärer ROS, Superoxiddismutase, NADPH 

und Glutation (264). Dies begründen die Autoren in einer Hochregulation des PI3 

K/AKT/FOXO1 Signalwegs (264). Weiterhin konnte nach Behandlung mit ESWT eine 

Hemmung der NF-κB und Mitogen-aktivierte Proteinkinase (MAPK) Signalwege und folgend 

eine Reduktion inflammatorischer Zytokine, wie COX-2, iNOS und TNF-α, beobachtet werden 

(109, 265). Diese Erkenntnisse werden durch die Ergebnisse von Chen et al. weiter bestärkt, 

die in einem Rattenmodell durch Stimulation des Fettsäurerezeptors GPR120 eine 

Unterdrückung des NF-κB Signalwegs beobachteten (266). Durch die Reduktion 

inflammatorischer Zytokine in dem behandelten Gewebe infolge der stoßwellenvermittelten 

Inhibition des NF-κB beziehungsweise MAPK Signalwegs könnte eine Umpolarisierung der 

M1- zu M2-Makrophagen begünstigt werden. Jedoch gibt es keine Daten, die diese Vermutung 

belegen. 

Die verschiedenen, in der Literatur aufgezeigten, Signalwege geben einen Einblick in die 

Komplexität der physiologischen Prozesse, die durch eine Behandlung mit ESWT beeinflusst 

werden. Gleichzeitig ist ein einzelner Zelltyp als Mediator der stoßwellenvermittelten anti-

inflammatorischen Reaktion unwahrscheinlich. Vielmehr ist von einem Zusammenspiel der 

Hauptakteure, der an der Wundheilung beteiligten Zellen auszugehen. Hierzu zählen vor allem 

neutrophile Granulozyten, Makrophagen, Endothelzellen und Fibroblasten. Daher ist es 

sinnvoll, zukünftige Versuche auf die Co-Kultur dieser Zelltypen auszurichten, um einen 

besseren Einblick in die Einflussnahme der ESWT auf zellulärer immunologischer Ebene zu 

erhalten. 

Unter Berücksichtigung der aus der Literatur gewonnenen Informationen sind 

vorangegangene Versuche, die den Einfluss der ESWT in 2D-Zellkulturen untersuchten, in 

ihrer Aussagekraft als kritisch zu betrachten. Wird die Wirkung der ESWT auf adhärente Zellen 

in einer 2D-Zellkultur untersucht, wie durch Sukubo et al. beschrieben, besitzen diese Zellen 

untereinander zwar Zell-Zell- (24), jedoch keine Zell-Matrix-Verbindungen, die für eine 

Vermittlung der ESWT-induzierten Zellantwort als essenziell erachtet werden können. Die 

Nutzung eines Hydrogels als Trägermedium für die Makrophagen in Zellkultur soll hingegen 

die Interaktion der Zellen mit der EZM, in diesem Fall der Kollagenmatrix, erleichtern. Dies 

könnte eine Mechanotransduktion innerhalb des Gels ermöglichen, die den biologischen 

Prozessen in menschlichem Gewebe besser entspricht. 
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Die beobachtete Abwesenheit einer Veränderung des Phänotyps der Makrophagen nach 

ESWT lässt vermuten, dass jedoch auch Zell-Zell-Kontakte einen wesentlichen Beitrag zur 

Mechanotransduktion leisten könnten. Makrophagen sind hochaktive Zellen, die, wie bereits 

beschrieben, über eine Interaktion mit anderen Zellen unterschiedliche Aufgaben übernehmen 

können. Ob Makrophagen miteinander signifikante Zell-Zell-Kontakte im Rahmen von 

Wundheilungsprozessen ausbilden, ist bislang wenig untersucht. Dabei legen auch die 

Ergebnisse dieser Arbeit die Vermutung nahe, dass eine Kommunikation der Makrophagen 

mit anderen an der Wundheilung beteiligten Zellen für eine Signaltransduktion der 

beobachteten anti-inflammatorischen Effekte der ESWT mitverantwortlich ist. Besonders mit 

Fibroblasten stehen Makrophagen in einer engen Verbindung und haben in ihrem 

Zusammenspiel einen großen Einfluss auf die Mikroumgebung des Gewebes (267). Während 

einer Entzündungsreaktion produzieren Fibroblasten M-CSF und sorgen so für eine 

Ansammlung von aktivierten Makrophagen in der Läsion; gleichzeitig wird durch aktivierte 

Makrophagen die Produktion von M-CSF in den Fibroblasten stimuliert (268). Die Ergebnisse 

der Studie von Duffield et al. legt zusätzlich die Vermutung nahe, dass eine enge Beziehung 

zwischen Makrophagen und Fibroblasten innerhalb inflammatorischer Prozesse, wie einer 

Fibrose, unerlässlich ist. Die Arbeitsgruppe induzierte durch Tetrachlormethan eine Fibrose in 

murinen Lebern. Sie verwendeten transgenetisch veränderte CD11b-DTR Mäuse, um 

Makrophagen sowohl zu Beginn als auch in einem fortgeschrittenen Stadium der Fibrose 

selektiv depletieren zu können (269). Während einer fortgeschrittenen Fibrose depletierte 

Makrophagen führten zu einer verminderten Narbenbildung und einer verminderten Bildung 

von Myofibroblasten in dem untersuchten Lebergewebe, wohingegen der Verlust der 

Makrophagen im Laufe der Resolution der Fibrose zu einem verlängerten Krankheitsverlauf 

beitrug (269). 

Zusammenfassend konnte im Rahmen dieser Arbeit ein 3D-Hautmodell auf Basis einer 

Kollagenmatrix entwickelt werden, das den mechanischen Anforderungen zur Untersuchung 

der Auswirkungen der ESWT gerecht wird. Dieses Modell stellt einen bedeutenden Fortschritt 

dar, da es den physiologischen Eigenschaften der menschlichen Haut näherkommt und somit 

realitätsnähere Untersuchungen ermöglicht. Gleichzeitig zeigte sich jedoch, dass die 

Kultivierung von Makrophagen in Monokultur innerhalb der Kollagenmatrix vermutlich nicht 

ausreichend ist, um essenzielle Zell-Zell-Interaktionen abzubilden. Diese Interaktionen spielen 

eine entscheidende Rolle für die Homöostase und die funktionellen Wechselwirkungen 

zwischen verschiedenen Zelltypen, insbesondere im Hinblick auf die Polarisierung von 

Makrophagen und deren Reaktion auf ESWT. Ein Ansatz für zukünftige Studien könnte daher 

die Integration weiterer Zelltypen, wie Fibroblasten oder Endothelzellen, in Bi- oder Tri-

Kulturen sein. Dadurch ließe sich die Gesamtzellzahl in der Matrix erhöhen und die 

entstehenden Zell-Zell-Interaktionen könnten wertvolle Einblicke in die Rolle von Fibroblasten 
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und anderen Zellen bei der Makrophagen-Polarisation und der Immunantwort nach ESWT 

liefern. Zudem könnten solche Modelle eine umfassendere Untersuchung der 

Wechselwirkungen zwischen Makrophagen und anderen Zelltypen im Kontext der 

Geweberegeneration und Homöostase ermöglichen. Mit diesen Erweiterungen könnte das 

entwickelte Modell als Grundlage für weiterführende Studien dienen, um die komplexen 

Mechanismen der ESWT auf zellulärer und molekularer Ebene noch detaillierter zu erforschen. 

 Diskussion des Versuchsaufbaus 

5.4.2.1 Stoßwellenübertragung 

In der Literatur wird die durchschnittliche Eindringtiefe von radialen extrakorporalen 

Stoßwellen in Gewebe mit 3 bis 3,5 cm angegeben (270). In ein Well einer 12-Well Kulturplatte 

wurde je 1 ml der Kollagensuspension gegeben. Dies entsprach einer Höhe des 

ausgehärteten Hydrogels von 3 mm. Menschliche Haut besitzt je nach Beanspruchung an 

unterschiedlichen Stellen des Körpers eine andere Schichtstärke. So variiert die Dicke der 

Epidermis zwischen 0,03 mm an den Augenliedern und 1,6 mm an den Fußsohlen sowie 

Handinnenflächen (271). Analog dazu schwankt an den beschriebenen Körperstellen die 

Schichtstärke der Dermis zwischen 0,3 mm und 3 mm (271). Die Schichtdicke des Gels 

entspricht damit in etwa der Stärke humaner Haut an mechanisch stark beanspruchten Stellen 

des Körpers. 

An dem Ort der Entstehung radialer Stoßwellen besitzen sie die meiste Energie (270). Die 

akustische Welle breitet sich von dort in alle Richtungen aus und verliert je tiefer sie in das 

Medium eindringt an Energie (84). Daher war der stärkste Effekt der ESWT an ihrem 

Entstehungsort zu erwarten. Insofern ist davon auszugehen, dass diejenigen Zellen, die sich 

in der direkten Nähe zu dem Applikatorkopf befanden, initial einer sehr hohen Energie 

ausgesetzt wurden. 

Die Arbeitsgruppe um Sawicki et al. hat sich intensiv mit dem Verlust der EFD der ESWT 

beschäftigt, die eine entscheidende Rolle in den Überlegungen zu einem potentiellen 

Modellaufbau spielt (13). Sie beschreiben den Zusammenhang der gewählten Frequenz und 

der EFD. Demnach sinkt die EFD oberhalb einer Frequenz von 6 Hz aufgrund der Vibration 

des Projektils, das aufgrund der hohen Frequenz nicht in den Ruhezustand zurückkehren kann 

(13). Gleichzeit zeigen Frequenzen von 2–5 Hz vergleichsweise stabile EFD Werte von 80–

90 % (13). In Anbetracht dieser Erkenntnisse wurde für diese Arbeit eine Frequenz von 5 Hz 

gewählt. 

Aufgrund der Differenz der akustischen Impedanz zwischen Polystyrol und der Kollagenmatrix 

(Tabelle 1) liegt die Vermutung nahe, dass Anteile der Energie, die den Boden der 
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Zellkulturplatte erreichten, dort zu einem Großteil an der Grenzfläche reflektiert 

beziehungsweise absorbiert wurden. Diese These wird durch die Arbeit von Liu et al. 

unterstützt, die die unterschiedlichen mechanischen Eigenschaften von Wasser und porzinem 

Gewebe während der Behandlung mit rESWT analysierten (272). Die Arbeitsgruppe 

untersuchte unter anderem das Verhalten einer radialen Stoßwelle, die auf eine 

Wasseroberfläche in einer 4,6 mm hoch gefüllten konventionellen Petrischale appliziert wurde 

(angenommen wird eine ähnliche stoffliche Zusammensetzung wie die in der vorliegenden 

Arbeit verwendeten Zellkulturplatten und damit ähnliche mechanische Eigenschaften) (272). 

Zum einen konnten sie die beschriebene Abnahme des Schalldrucks entlang der Ausbreitung 

der Stoßwelle nachweisen, zum anderen beschreiben sie eine Verstärkung des Schalldrucks 

im Bereich des Schalenbodens. In dem Moment, in dem die Welle das akustische Hindernis 

des Bodens der Petrischale erreicht, berichten die Autoren von einer Reflexion der Schallwelle, 

so dass der Schalldruck in dieser Phase der Ausbreitung den doppelten Druck der initialen 

Schallwelle erreicht (272). Daher werden Zellen in dem zentralen Bereich des 

Petrischalenbodens dem höchsten Schalldruck ausgesetzt (272). Dementsprechend wurden 

die Zellen der vorliegenden Arbeit in der zentralen unteren Schicht der Kollagenmatrix 

zusätzlich der reflektierten Energie der Stoßwelle an dem Boden der Zellkulturplatte 

ausgesetzt. Eine Platzierung der Zellkulturplatte auf einer Gummimatte fand statt, um den 

Anteil der Stoßwelle, der den Kunststoff dennoch passierte, zu absorbieren. 

5.4.2.2 Methode der Analyse der Makrophagen 

In dieser Arbeit wurden die Zellen mittels Durchflusszytometrie analysiert. Diese Methode 

erlaubt es, durch Bindung der verwendeten fluoreszenzmarkierten Antikörper an spezifische 

Oberflächenmoleküle der zu untersuchenden Zellen, die verschiedenen Subpopulationen der 

Makrophagen getrennt voneinander darzustellen. Der Umgang mit den Zellen während des 

Versuchs kann daher einen wesentlichen Einfluss auf die Zellmembran der Makrophagen 

besitzen und damit die Ergebnisse entscheidend verändern. Daher sollte die anschließende 

Analyse mittels Durchflusszytometrie unter Berücksichtigung der Einflussnahme 

verschiedener Faktoren auf die Ausbildung sowie den Nachweis spezifischer 

Oberflächenmoleküle der Makrophagen durchgeführt werden. 

Initial wurden die Makrophagen auf Zellkulturschalen kultiviert und nach abgeschlossener 

Differenzierung mittels Accutase® und Zellscraper abgelöst. Abschließend folgte die Isolierung 

aus der Kollagenmatrix mit Hilfe einer Kollagenase I und II enthaltenen Verdauungslösung. In 

der Literatur wird beiden Verfahren eine Beeinflussung der Expression der zu untersuchenden 

Oberflächenmoleküle zugeschrieben (273-275). Sie wird in einer enzymatischen oder 

mechanischen Zerstörung der Rezeptoren begründet (276). So zeigten Chen et al. eine 

verminderte Expression von CD163 und CD206 nach der enzymatischen Ablösung von 
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Makrophagen von einer Zellkulturplatte mittels Trypsin oder Accutase® verglichen mit der 

Behandlung mit EDTA (274). Der Einfluss der Behandlung mit Kollagenase auf die Ausbildung 

spezifischer Oberflächenmoleküle der Zellmembran von Makrophagen ist bislang wenig 

untersucht. Jedoch wird eine potentiell verminderte Expression der Oberflächenrezeptoren 

von Immunzellen nach enzymatischer Behandlung mit Kollagenase diskutiert (273). 

Die untersuchten Makrophagen zeigten nach Isolation aus dem Gel in der SYTOX® Blue 

Färbung verglichen mit denen, die direkt von der Zellkulturplatte abgelöst wurden 

(„unbehandelt“) deutliche Unterschiede (Abbildung 18). So ist in der Gruppe „unbehandelt“ 

eine eindeutige Unterscheidung der SYTOX® Blue positiven, toten Zellen von den negativen, 

lebendigen Zellen zu erkennen. In der Gruppe „ohne ESWT“ gehen beide Gruppen fließend 

ineinander über. Zusätzlich ist eine weitere Population zu erkennen, in der sowohl ein 

geringeres SYTOX® Blue als auch CD45 Signal nachgewiesen werden konnte. Diese 

Beobachtung ist wahrscheinlich weniger auf einen Einfluss durch die enzymatische 

Behandlung mit Kollagenase und mehr auf die mechanische Beanspruchung durch die 

Methodik der Isolation zurückzuführen. 

Die Analyse der Makrophagen mittels FACS wird in vielen Studien verwendet, um die 

Polarisierung der Zellen auf veränderte Stimuli zu untersuchen (58, 68, 247, 277). Gleichwohl 

wurden in der Literatur neben der Anpassung der Oberflächenmoleküle eine veränderte 

Ausschüttung pro-/anti-inflammatorischer Zytokine sowie eine veränderte Expression von 

Markergenen als Polarisationsmarker beschrieben (184, 185). Daher wurde in einigen 

Zellkulturversuchen ebenfalls eine Analyse der Mediumüberstände zur Auswertung der durch 

die Zellen ausgeschütteten Zytokine im Rahmen eines Enzyme-linked Immunosorbent Assay 

(ELISA) und/oder die Untersuchung bestimmter Markergene mittels qPCR durchgeführt (24, 

58, 244). Dadurch lässt sich neben der Veränderung des Phänotyps auch eine Aussage über 

die veränderte Funktion der Makrophagen ableiten. Jedoch ist nicht jede 

Auswertungsmethode auf das in dieser Arbeit vorgestellte Modell anwendbar. Die Zellen 

befanden sich verteilt in dem Gel; eine Entnahme des Mediums hätte dementsprechend 

wahrscheinlich nur den Zytokinausschüttungen der peripher befindlichen Makrophagen 

entsprochen. Weil jedoch, wie oben beschrieben, nicht alle Zellen demselben Druck 

ausgesetzt wurden, galt es eine Analysemethode zu wählen, die die gesamte Zellpopulation 

abbildet – wie die Durchflusszytometrie aller aus dem Gel entnommenen Makrophagen. 

Gehwolf et al. erstellen in ihrer Arbeit ein 3D-Modell zur Untersuchung der Biologie von Sehnen 

(278). Dabei kultivierte die Arbeitsgruppe Stamm- und Progenitorzellen der Achillessehne von 

Ratten in einer Kollagen Typ-I Matrix (mit einer Kollagenkonzentration von 2 mg/mL), die 

zwischen zwei Seidennähte appliziert wurde, um eine Sehnenstruktur imitieren zu können 

(278). Die grundsätzliche Methodik der Zellkultivierung ähnelt damit sehr stark dem Modell der 
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vorliegenden Arbeit. In der Auswertung der Modelle durch Gehwolf et al. scheint besonders 

die histologische Aufarbeitung valide Ergebnisse zu erzielen. Die Arbeitsgruppe fixierte die 

untersuchten Hydrogelmatrices in vierprozentigem Paraformaldehyd. Anschließend wurden 

die Proben auf Trockeneis schockgefroren; in diesem Zustand konnten sie entweder gelagert 

oder für die anschließende Untersuchung direkt geschnitten und auf einem Objektträger 

platziert und mittels verschiedener histologischer Verfahren analysiert werden (278, 279). 

Durch das Vermeiden einer potentiell negativen Interaktion der Zelloberfläche mit der 

Kollagenase und der mechanischen Beanspruchung während der Auflösung der 

Kollagenmatrix, wie sie oben diskutiert wurde, erscheint die Anfertigung und Analyse solcher 

Kryoschnitte für künftige Versuche eine valide Alternative darzustellen. 

Für eine adäquate Analyse der Ergebnisse der qPCR sind RNA-Proben mit hoher Reinheit 

essentiell (280, 281). Aufgrund der potentiellen physiochemischen Interaktion der 

Nukleinsäuren mit den Biomaterialien, ist die Isolation von RNA aus Hydrogelen nicht trivial; 

die angewandten Isolationsmethoden scheinen hierbei von großer Bedeutung zu sein (281). 

In dem Zusammenhang untersuchen Yu et al. unterschiedliche Methoden und 

Reagenzienkombinationen zur Extrahierung von RNA aus in Chitosan-basierten Hydrogelen 

kultivierten humanen Fettstammzellen hinsichtlich der Verschmutzung des Genoms und der 

Frage, ob die untersuchten Methoden eine ausreichende Analyse der RNA zulassen (281). 

Dabei scheint die Verwendung von TRIzol® gemeinsam mit einem RNeasy® Mini Kit oder einer 

verlängerten Inkubation der Proben in dem Lösungsmittel die Ergebnisse mit der größten 

Ausbeute und effizienteren Verstärkung der Proben zu generieren. Diese Erkenntnis wird 

durch die Tatsache unterstützt, dass Gehwolf et al. in ihren Veröffentlichungen ebenfalls 

TRIzol® zur Isolation der RNA aus den sich in dem Gel befindlichen Zellen verwenden (278, 

279). Demnach scheint die Extraktion einer ausreichenden Menge an Nukleinsäuren hoher 

Reinheit in solchen Kollagengel-basierten 3D-Modellen prinzipiell möglich zu sein. 

Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass es neben der Durchflusszytometrie noch 

weitere Methoden der Analyse der zu untersuchenden Zellen in der Literatur beschrieben sind, 

die einen positiven Einfluss auf den gewonnenen Informationsgehalt versprechen. Der 

limitierende Faktor in der Auswahl der Auswertungsmethodik wird bei der Untersuchung von 

Makrophagen immer die zur Verfügung stehende Zellzahl sein. Makrophagen besitzen eine 

hohe Spendervariabilität, weshalb idealerweise die Zellen einer Spenderpopulation 

zusammen untersucht und verglichen werden sollten. Der Versuchsaufbau der vorliegenden 

Arbeit setzte die Kultivierung in einer 12-Well Zellkulturplatte voraus, um den Applikatorkopf 

der Stoßwellenpistole auf dem Gel platzieren zu können. Damit sich genügend Zellen in dem 

Kollagengel befanden, wurden 1 Million Makrophagen benötigt. Gleichzeitig wurden 

durchschnittlich 10 Millionen differenzierte M1-Makrophagen von den Zellkulturschalen 
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entnommen; demnach ist die Möglichkeit zur Nutzung verschiedener und unterschiedlicher 

Analysemethoden begrenzt. 
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6 Zusammenfassung 

Im Mittelpunkt dieser Arbeit stand die Entwicklung eines 3D-Gewebemodells, das die 

Untersuchung molekularer Mechanismen nach einer Behandlung mit extrakorporalen 

Stoßwellen in einem belastbaren Versuchsansatz ermöglicht. Ziel war es, ein Modell zu 

schaffen, das die physiologischen Bedingungen der menschlichen Haut realitätsnah simuliert 

und gleichzeitig die Kultivierung sowie Behandlung humaner Makrophagen erlaubt. Darüber 

hinaus wurde der Einfluss der ESWT auf die Polarisierung humaner Makrophagen in dem 

zuvor etablierten Kollagengel-Modell genauer untersucht. 

Unter den zuvor definierten Voraussetzungen wurden in dieser Arbeit zwei Modelle auf ihre 

Anwendbarkeit hin untersucht. Dabei zeigte sich die Verwendung einer Kollagenmembran als 

Scaffold für Makrophagen sowohl in Mono- als auch in Tri-Kultur als nicht praktikabel. In dem 

durchgeführten Versuchsaufbau konnten in der abschließenden mikroskopischen Analyse 

keine Makrophagen in den Matrices nachgewiesen werden. Dagegen erbrachte die 

Kultivierung von Fibroblasten und HUVECs in Bi-Kultur vielversprechendere Ergebnisse. 

Beide Zellpopulationen zeigten innerhalb der Kollagenmembran nachweislich eine Aktivität. 

Die Fibroblasten migrierten innerhalb der 21 Kulturtage fast vollständig durch die Membran. 

Zudem konnten durch die HUVECs ausgebildete flächige interzelluläre Vernetzungen in der 

Fluoreszenzmikroskopie nachgewiesen werden. 

Das eingesetzte Modell auf Basis eines bovinen Kollagengels zeigte im Hinblick auf die 

Möglichkeit zur Untersuchung mechanischer Stimuli in einem dreidimensionalen 

Gewebeverbund vielversprechende Ergebnisse. Das enthaltene Kollagen Typ I, ein zentraler 

Bestandteil der EZM menschlicher Haut, schafft hierfür ideale Bedingungen. Zudem überzeugt 

das verwendete Hydrogel durch die einfache Handhabung in der Zellkultur. Die Zellen konnten 

problemlos in Suspension gebracht und anschließend gleichmäßig in dem gesamten Volumen 

des ausgehärteten Kollagengels verteilt werden. Die verwendeten Makrophagen konnten zwei 

Tage in der Kollagenmatrix kultiviert und anschließend mithilfe einer Kollagenase-Lösung aus 

dem Gel isoliert werden. Zudem wurde nachgewiesen, dass die in dem Gel kultivierten 

Makrophagen durch adäquate Stimuli, wie IL-4, erfolgreich umpolarisiert werden können. 

Diese Erkenntnis ist von großer Bedeutung für die weitere Analyse der Wirkung von 

extrakorporalen Stoßwellen ESWT auf Makrophagen. 

Allerdings zeigte eine einmalige Applikation von ESWT keine signifikante Veränderung der 

untersuchten Oberflächenmoleküle auf den Makrophagen. Um den Einfluss der ESWT auf 

Makrophagen sowie die zugrunde liegenden molekularen Mechanismen besser zu verstehen, 

sind weitere Studien erforderlich. Einen vielversprechenden Ansatz bietet dabei die Analyse 

in einer Bi-Kultur aus Makrophagen und Fibroblasten. 
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8 Anhang 

 Protokolle der Versuchsreihe 3D-Hautmodell auf Basis einer 
Kollagenmembran  

Die nachfolgenden Protokolle wurden uns freundlicherweise von der AG Brenner der 

Frauenklinik der Universitätsmedizin Mainz zur Verfügung gestellt.  

 Isolation der Fibroblasten aus oraler Mundschleimhaut 

• Probe 2x für 15-20 Sekunden in 70% Ethanol desinfizieren 

• Probe 1x spülen in DPBS  

• Probe in DPBS in 6 Well (Corning CellBIND) Platte überführen 

• Mit Skalpell Probe in 1 mm2 große Stücke zerschneiden 

• Jeweils 6 Stückchen in ein Well verteilen  

• Für 15 Minuten im Brutschrank antrocknen (anheften) lassen  

• 1,5 ml Fibro-Medium / Well aufpippetieren  

• Im Brutschrank inkubieren lassen, bis Zellen zu sehen sind (Max. 5 Tage warten) 

• Wechsel des Mediums alle 2-3 Tage  

• CAVE: aufpassen, dass nicht verpilzt. Wenn ja, dann verwerfen 

• Bei 90% Konfluenz / Well:  

o Gewebe entfernen 

o Zellen mit DPBS waschen 

o Mit Acutase 5 Minuten im Brutschrank lösen 

o In 2 ml Medium aufgenommen und gepoolt 

o Zentrifugieren  

o Resuspendieren und in Kulturflasche überführen  

 Isolation der HUVECs  

• Generell: je frischer die Nabelschnur ist, desto weniger Blut ist koaguliert und 

desto leichter ist das Einführen der Braunüle 

• 2 große Petrischalen vorbereiten - eine dient dem Lagern der Nabelschnur, 

die andere wird mit PBS gefüllt (einfacheres Aufziehen der Spritze) 

• Die Nadel aus der Braunüle (G18 / grün) entfernen und diese auf etwa 2cm 

kürzen 
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• Die Nabelschnur aus dem Gefäß nehmen und an einem Ende gerade abschneiden 

(man kann dann die 2 Arterien und 1 Vene erkennen) 

• Eine Nabelschnurlänge von ca. 25 cm ist ausreichend – ideal später gefüllt mit 10 ml 

Kollagenase  

• Die gekürzte Braunüle sehr vorsichtig in die Vene einführen (diese ist großlumiger als 

die Arterien), mit einem Stück autoklavierter Schnur / dickem Nahtmaterial die 

Braunüle mittels 2 einfacher fester Knoten fixieren. Danach um die Flügel der Braunüle 

wickeln, damit diese nicht verrutscht  

• 3-Wegehahn auf die Braunüle setzen – erleichtert das Einspritzen der Flüssigkeiten, 

jedoch nicht zwingend nötig  

• Eine 10 ml Spritze mit PBS aufziehen und mit sanftem Druck durch den 3-Wegehahn 

die Nabelschnur spülen, diesen Vorgang mehrmals wiederholen, bis der Puffer klar ist 

(das Spülen dient der Entfernung von Blutgerinnseln in der Vene)  

• Einmal vorsichtig mit Luft durchspritzen, um PBS vollständig zu entfernen 

• Das andere Ende der Nabelschnur ebenfalls mit autoklavierter Schnur / dickes 

Nahtmaterial zubinden 

• Mit einer frischen 10ml Spritze die verdünnte Kollagenase (vorher auf RT anwärmen) 

aufziehen (mit Hilfe der aus der Braunüle entfernten Nadel) 

• Kollagenase in die Nabelschnur spritzen, wenn die Lösung oben herausquillt 

und / oder die Vene prall gefüllt ist, den 3-Wegehahn schließen 

• Die Nabelschnur in eine saubere Petrischale legen   

• 12 Minuten bei 37 oC im Brutschrank lagern  

• Autoklavierten Trichter auf ein 50 ml Tube setzen, um ein sauberes Abgießen der 

Kollagenase – Zelllösung zu ermöglichen. Wenn dieser nicht vorhanden ist: sich von 

einem Kollegen die Nabelschnur mit sicherem Abstand über den Tube halten lassen 

• Schnur am Ende über dem Trichter abschneiden, 3-Wegehahn öffnen und die 

Kollagenase mit den gelösten Endothelzellen ins Tube laufen lassen  

• Die Vene 2x mit 20ml PBS aus der Spritze nachspülen, Nabelschnur dabei leicht 

ausdrücken  

• Mit max. 420 g zentrifugieren – HUVEC- Programm der Zentrifuge einstellen 

• 25 mm2 Kulturflasche vorbereiten 

• Überstand aus Tube entfernen, Pallet in 5 ml HUVEC-Medium auflösen und in Mini-

Flasche geben 

• Zellen über Nacht bei 37 0C im Brutschrank inkubieren, damit sie adhärieren 

können 

• Am nächsten Tag:  
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o Zellen unter Mikroskop kontrollieren 

o Medium entfernen 

o Zellen mit PBS waschen, PBS dann entfernen (dient dazu die 

restlichen Erythrozyten zu entfernen)  

o Neues HUVEC-Medium dazugeben 

o Zellen weiter kultivieren 

• Zellen im Verhältnis 1:3 splitten  

 Immunhistochemische Färbungen 

• Zunächst wurden die Schnitte in der folgenden absteigenden alkoholischen Reihe 

hydratisiert und Paraffin entfernt: 

Lösung Dauer 

Xylol 3x 10 Minuten 

100% Ethanol 2x 2 Minuten 

96% Ethanol 2x 2 Minuten 

70% Ethanol 1x 2 Minuten 

VE-Wasser 1x 1 Minuten 

 

• Danach folgte die Hitzedemaskierung: 

o Dampfgarer vorheizen (bis Max. auffüllen) 

o Küvetten je nach primärem Antiköper mit 1x high (pH 9) Puffer befüllen. 

Ansetzen des high Puffers: 1:10 mit VE-Wasser 

o Küvette mit Objektträgern auffüllen und für ca. 10 Minuten im Dampfgarer 

inkubieren  

o Nach der Hitzedemaskierung die Küvetten aus dem Dampfgarer entnehmen 

und für 10 – 20 Minuten zum Abkühlen in Pufferlösung stehen lassen 

o Anschließend 2x mit VE-Wasser spülen 

• Anschließend fand eine Blockierung der endogenen Peroxidase wie folgt statt: 

o Tücher in VE-Wasser tränken und damit den Behälter auslegen 

o 30%ige H2O2 Stocklösung wird 1:10 auf 3 % mit VE-Wasser herunterverdünnt. 

Für 10 Objektträger ca. 1,5 ml ansetzen 

o Einkreisen der Schnitte mit Fettstift 



Anhang 

113 

o 150 µl der 3 % -Lösung pro Schnitt auf den umrandeten Bereich aufgetragen  

o Inkubation in der geschlossenen Kammer für 10 Minuten 

o Abschließend 2x mit VE-Wasser spülen und in DPBS (1:10 mit VE-Wasser 

verdünnt) überführen 

• Danach werden die unspezifischen Antiköperbindungen blockiert: 

o 100µl der 1 % -Albumin Lösung (BSA 1% + DPBS) werden pro Schnitt auf den 

umrandeten Bereich aufgetragen  

o Inkubation in der geschlossenen Kammer bei RT für 1 h  

o Abschließend 2x mit VE-Wasser spülen 

• Es folgt die Inkubation mit dem Primärantikörper: 

o Je Gewebegröße werden 50 bis 100 µl Antikörperlösung benötigt.  

o Antiköper werden wie folgt in Envision Antibody Solution gelöst und 

aufgetragen:  

§ CD31: 1:50 

§ Tenascin: 1:50.000 

§ CD45: 1:50 

o Auf Negativkontrolle wird nur Antibody Diluent aufgetropft 

o In der geschlossenen Kammer werden die Objektträger dann bei RT über Nacht 

bei 4 °C inkubiert  

o Nach Inkubation Schnitte 3x mit DPBS für 2 min waschen  

• Inkubation (Sekundärantiköper) mit Dako Realtime Envision: 

o Je Gewebegröße werden 50 bis 100 µl Dako Real Envision sekundär 

Antiköperlösung benötigt 

o In geschlossener Kammer Objektträger bei RT für mindestens 30 Minuten 

inkubiert (siehe Datasheet) 

o Nach Inkubation Schnitte 3x mit DPBS für 2 Minuten waschen 

• DAB Färbung: 

o DAB immer frisch ansetzen 

o 1:50 in DAB-Puffer verdünnen (Achtung: gleiche LOT-Nr.) 

o je Objektträger ca. 100 µl DAB-Lösung 

o Schnitte werden max. für 5 Minuten inkubiert oder bis die Färbung sichtbar wird 

(Überfärbung vermeiden) 

o 3x mit VE-Wasser für 2 Minuten waschen 

• Zellkernfärbung /Mayers Hämalaun-Färbung 

o Hämalaun von der Firma Roth unverdünnt verwenden 

o für ca. 10 Minuten färben  

o zum Gewebe bläuen unter fließendem Leitungswasser ca. 10 Minuten spülen  
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o 1x in VE-Wasser spülen 

• In der folgenden aufsteigenden alkoholischen Reihe werden die Schnitte entwässert: 

Lösung Dauer 

70% Ethanol 1x spülen 

96% Ethanol 1x 3 Minuten 

100% Ethanol 2x 5 Minuten 

Xylol 3x 5 Minuten 

 

• Eingedeckt werden die Schnitte mit Hico-Mic. Dafür muss der Objektträger feucht durch 

Xylol sein und das Hico-Mic eine honigartige Konsistenz haben 

 CD31-Fluoreszenzfärbung  

• Die fixierten Matrices zunächst 3 x mit 1 ml DPBS für jeweils 10 min, bei RT und 300 

rpm waschen 

• Danach die Matrices für 20 min in 0,2 % Triton-X in DPBS (200 µl) bei RT inkubieren 

• Daraufhin die Matrices erneut 3 x für 10 min bei 300 rpm mit DPBS waschen 

• Anschließend folgt die Inkubation mit dem Primärantikörper. Hierzu Antikörper anti-

CD31 1:50 in einer 1 % BSA/DPBS-Lösung verdünnen. Jeweils 200 µl auf die Matrices 

pipettieren. Dann für 1 h bei RT auf dem Schüttler und im Anschluss über Nacht bei 4 

°C auf dem Schüttler bei 300 rpm inkubieren 

• Am nächsten Tag die Matrices erneut 3 x für 10 min mit DPBS waschen.  

• Danach wird der Sekundärantikörper Alexa Fluor 488 1:200 in 1 % BSA/DPBS-Lösung 

verdünnt und jeweils 200 µl auf die Matrices pipettiert. Für 2 h bei RT auf dem Schüttler 

inkubieren, lichtgeschützt durch Alufolie 

• Abschließend werden die Matrices wiederholt 3 x mit DPBS gewaschen und bis zum 

Mikroskopieren dunkel in PBS kühl gelagert.  

• Mikroskop: Leica TCS SP8 
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