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4 Einleitung/Ziel der Dissertation 

Ein gesunder Zahn ist nach außen durch seinen harten Schutzwall, den Schmelz, gegen No-
xen, chemische Substanzen sowie physikalische Einwirkungen geschützt. Nach innen schließt 
sich das Dentin, auch das „Zahnbein“ genannt, an und umhüllt die für den Zahn lebenswichtige 
Pulpa mit ihren Blutgefäßen, Nerven und unterschiedlichen Zellarten. Das Dentin und die 
Pulpa sollten gemeinsam als funktionelle Einheit angesehen werden, da sie im Hinblick auf die 
Zahnentwicklung, die Zahnerhaltung und Reparatur aufeinander angewiesen sind (Bjørndal et 
al., 2019). Über kleine Kanälchen im Dentin, können Pulpa und Dentin miteinander kommuni-
zieren (Bjørndal et al., 2019). Odontoblasten, die Dentin bildenden Zellen, reichen mit ihren 
Fortsätzen in die Kanälchen (Bjørndal et al., 2019) . Die Zellkörper der Odontoblasten befinden 
sich hauptsächlich am Randsaum der Grenze des Dentins zur Pulpa und können über ver-
schiedene Moleküle Informationen aneinander weiterleiten. 

Die Dentin-Pulpa-Einheit besteht aus vielen unterschiedlichen Zellarten, welche in einem kom-
plexen Kommunikationsaustausch zueinanderstehen. Jede Zelle besetzt eine spezifische Ni-
sche im Hinblick auf ihre Aufgabe, Funktion, Informationsverarbeitung und -weiterleitung. Ge-
rät dieses sensible physiologische Spiel, aufgrund von destruktiven, kariösen Vorgängen am 
Schmelz und im Dentin aus dem Gleichgewicht, kann dies zum Untergang der Pulpa und somit 
zum Verlust der Innervation und Ernährung der Zellen des Zahnes führen.  

Therapeutisch kann der Zahnarzt heutzutage bei kleinen Defekten über Füllungstherapien und 
Überkronungen eingreifen. Bei größeren Defekten, mit Beteiligung der Pulpa (irreversible Pul-
pitis), ist jedoch der Weg der Exstirpation, der Entfernung der Pulpa, und die Wurzelkanalfül-
lung eine standardisierte Therapieoption. 

Die Entwicklung neuer Behandlungsstrategien, die den Erhalt der Pulpa auch bei tiefer Den-
tinkaries durch medikamentös induzierte und verstärkte Selbstheilungsvorgänge anstreben, 
spielt in der Forschung eine immer größere Rolle. Ein Ansatzpunkt ist hier die pharmakolo-
gisch verstärkte Bildung reparativen Tertiärdentins (rpTD), welches als Folge von Dentin-
destruktionen, die die Pulpa erreichen, von Odontoblasten-ähnlichen Zellen gebildet werden 
kann. Es wird der innersten Dentinschicht pulpawärts angelagert und dient als verbreiterte 
Schutzbarriere, bevor die Zerstörung (z.B. ausgelöst durch Karies) zu einer Nekrose der Pulpa 
führen würde. Des Weiteren spielt die Angiogenese und der vereinfachte Austausch von Ent-
zündungsmediatoren durch die Förderung der Durchblutung eine wichtige Rolle bei der No-
xenabwehr. Könnte man zukünftig therapeutisch eine verstärkte Bildung Odontoblasten-ähn-
licher Zellen beispielsweise durch Neuentwicklung von Füllungsmaterialien oder die Verbes-
serung der Durchblutung und Unterstützung der Immunantwort pharmakologisch herbeifüh-
ren, bestünde die Chance den Zahn auch bei tiefer Dentinkaries vital zu erhalten. 

Dentale pulpale Stammzellen, die sich zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen differenzieren kön-
nen, exprimieren die Stammzellmarker CD90 und CD34. Mit Hilfe dieser Marker können pul-
pale Stammzellen isoliert und in vitro charakterisiert werden. Bisher ist noch nicht bekannt, wie 
die Stammzellmarker CD90 und CD34 in vivo bei einem kariösen Zahn exprimiert werden. In 
der vorliegenden Studie werden daher Schnitte von gesunden und kariösen adulten humanen 
Molaren verwendet, um die Effekte einer Pulpaentzündung auf die Expressionsmuster von 
CD90 und CD34 in Zellen der dentalen Pulpa zu untersuchen.  

Der Vergleich der Expression der mesenchymalen Stammzellmarker CD90 und CD34 unter 
gesunden und entzündlichen Bedingungen kann Hinweise über das Verhalten von CD90- und 
CD34-positiven Zellen liefern. Die gewonnenen Erkenntnisse dienen als Grundlage für die 
weitere Forschung. Aufbauend können pharmakologische Therapien entwickelt werden, die 
durch eine Beeinflussung von mesenchymalen Stammzellen bei kariösen Läsionen, eine bes-
sere Noxenabwehr des Zahnes ermöglichen.  
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5 Literaturdiskussion 

Die Interaktionen der unterschiedlichen Zellen der Dentin-Pulpa-Einheit sind sehr komplex und 
im Hinblick auf die Abwehr von Noxen laufen viele verschiedenen Stoffwechselvorgänge zu-
sammen ab, um eine erfolgreiche Abwehr zu ermöglichen. Im Folgenden wird genauer auf die 
Einteilung der Zellen in der dentalen Pulpa sowie deren Reaktionen auf einen kariösen Reiz 
eingegangen. 

  

5.1 Zellen der Dentin-Pulpa-Einheit 

Das Dentin bildet mit der dentalen Pulpa zusammen eine Einheit, die als Dentin-Pulpa-Einheit 
bezeichnet wird. In dieser Einheit befinden sich unterschiedliche Typen von Zellen, die Zell-
Zell und Zell-Matrix Interaktionen eingehen können. In der dentalen Pulpa kommen Odon-
toblasten vor, die mit ihren Fortsätzen in den Dentintubuli in die Nähe der Schmelz-Dentin-
Grenze ziehen (Abb. 1). Außerdem befinden sich hier pulpale Fibroblasten, Histiozyten, Ge-
websmakrophagen, Dendritische Zellen, Nervenfasern mit Schwann-Zellen, Blutgefäße mit 
Perizyten (um präkapillare Arteriolen, Kapillaren, Venolen und postkapillaren Venolen), En-
dothelzellen sowie glatte Muskelzellen (um Arterien, präkapillaren Arteriolen, Venen und post-

kapillaren Venolen). Die in der Pulpa befindlichen Stammzellen (Gliazellen, Perizyten, pulpale 
ektomesenchymale Stammzellen) bilden das Zellreservoir für viele unterschiedliche Gewebs-
strukturen.  

  

Abbildung 1: Schematische Darstellung der Dentin-Pulpa-Einheit. Die Odontoblasten bilden längliche Fortsätze, 

die weit in die Dentintubuli hineinragen. Begleitet werden diese Fortsätze von dünnen Nervenfasern, die sich bis zu 
0,2 mm mit in die Tubuli erstrecken (Byers and Närhi, 1999, Byers, 1984). 40 % der Dentintubuli befinden sich im 
koronalen Drittel der Pulpa. Nach apikal nimmt ihre Anzahl und somit auch die Innervation des Dentins ab (Byers 
and Närhi, 1999). Modifizierte Darstellung in Anlehnung an Byers and Närhi (1999). 
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Abbildung 2: Histologischer Aufbau der Dentin-Pulpa-Grenze. Die gesunde dentale Pulpa wird nach peripher zu-
nächst von einer dünnen Schicht weniger stark mineralisierten Prädentins (pd) umgeben. Es folgt nach peripher 
das Sekundärdentin, welches im Laufe des Lebens pulpawärts an Dicke zunimmt. Odontoblasten (o), die mit ihren 

Fortsätzen in pulpanahe Teilabschnitte der Dentinkanälchen reichen, lagern sich pulpawärts als Odontoblasten-
saum (o) dem Prädentin an.  

Unterhalb der Odontoblastenschicht befindet sich eine zellarme Zone (zaz), die Weil´sche-Zone, an die eine zell-
reiche Zone (zrz), die bipolare Zone (mit Fibroblasten), grenzt. In unmittelbarer Nähe der bipolaren Zone befindet 

sich der Raschkowsche Nervenplexus sowie der subodontoblastische Kapillarplexus. 

(A) Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit mit Hämatoxilin-Eosin-Färbung. Entkalkter Schnitt, 40x Vergrö-

ßerung. 

(B) Modifizierte Darstellung in Anlehnung an Endodontologie Diagnostik und Therapie (Guldner PHA, 1987). 

 

5.1.1 Odontoblasten und die Bildung der verschiedenen Dentinarten 

Die wichtigste Aufgabe von terminal differenzierten Odontoblasten ist die Bildung von Dentin-
matrix. Sie werden während der embryonalen Entwicklungszeit gebildet und verbleiben le-
benslang in der Odontoblastenschicht. Ausdifferenzierte Odontoblasten sezernieren extrazel-
luläre Matrixproteine, Kollagene (hauptsächlich Kollagen Typ I, 90%) und nicht-Kollagene Den-
tinmatrixproteine (DMP1, DSP und DPP, 10%) (Goldberg et al., 2011). DMP1, DSP und DPP 
regulieren in der Dentinmatrix die Ordnung der Kollagenfibrillen. Durch die Bindung an Ca2+-
Ionen biomineralisieren sie die Fibrillen in Form von Hydroxylapatitkristallen (Goldberg et al., 
2011). Das Dentin, das während der Embryonalentwicklung von terminal differenzierten Odon-
toblasten gebildet wird, wird als tubuläres „Primärdentin“ (pD) bezeichnet (Goldberg et al., 
2011, Bleicher, 2014).  

Nach dem Abschluss der Wurzelbildung und während des gesamten Lebens eines Menschen 
nennt man das gebildete und ebenfalls tubuläre Dentin „Sekundärdentin“ (sD) (Goldberg et al., 
2011, Bleicher, 2014). Es wird dem Primärdentin von innen, pulpawärts angelagert. Nachdem 
Durchbruch, kommt der Zahn mit seinem Antagonisten in Kontakt. Durch die mechanische 
Belastung und der zunehmenden Bildung von sD, nimmt der Durchmesser des apikalen Fora-
mens ab und erreicht seine physiologische Größe.  

A 
B 
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Die dritte gebildete Dentinart nennt sich „Tertiärdentin“ (tD) (Smith et al., 1995, Neves and 
Sharpe, 2018). Es wird als Reaktion auf Beschädigungen des Zahnes, beispielsweise durch 
Karies, von den Odontoblasten innen, pulpawärts dem Sekundärdentin angelagert (Smith et 
al., 1995, Neves and Sharpe, 2018). Das tD ist weiterhin zu unterteilen in das „reaktive Terti-
ärdentin“ (rTD) und in das „reparative Tertiärdentin“ (rpTD) (Neves and Sharpe, 2018, Smith 
et al., 1995). Ebenso wie Primärdentin und Sekundärdentin, wird das reaktive Tertiärdentin 
von terminal differenzierten Odontoblasten als Reaktion auf initiale Dentin- und Dentinkaries 
gebildet (Smith et al., 1995, Neves and Sharpe, 2018).  

Nach dem apoptotischen Untergang oder der Degradation von Odontoblasten, in Folge einer 
tiefen Dentinkaries, die bereits die Pulpa erreicht hat, erfolgt die Reparatur durch Odontoblas-
ten-ähnliche Zellen, die sich infolgedessen aus pulpalen Stammzellen differenzieren können 
(Smith et al., 2012b, Zaugg et al., 2020). Odontoblasten-ähnliche Zellen bilden atubuläres 
rpTD zum Schutz der Pulpa. Reguliert wird die Bildung von rpTD durch verschiedene Mole-
küle, wie beispielsweise von Wachstumsfaktoren (Cassidy et al., 1997, Grando Mattuella et 
al., 2007, Smith, 2003, Bjørndal et al., 2019). Für die genaue Klärung der Bildungsmechanis-
men des rpTD ist das Erlangen weiterer Kenntnisse zu den biologischen Eigenschaften der 
Stammzellen in der dentalen Pulpa von essenzieller Bedeutung, um die Vitalität der dentalen 
Pulpa bei einer Behandlung von tiefer Dentinkaries gewährleisten zu können.  

Odontoblasten stammen von Zellen der Neuralleiste ab, sind post-mitotisch und besitzen die 
Fähigkeit eine Bakterieninvasion bei kariösen Läsionen frühzeitig zu detektieren, um anschlie-
ßend in der Pulpa eine Entzündungs- sowie Immunantwort zu initiieren (Bleicher, 2014). Durch 
die Sezernierung von Chemokinen können Odontoblasten dendritische Zellen rekrutieren, die 
ihrerseits weitere Funktionen bei der Abwehr übernehmen können (Bleicher, 2014).  

 

5.1.2  Fibroblasten 

Eine fundamentale Zellart in der dentalen Pulpa, sind die Fibroblasten. Ihre Hauptaufgabe ist 
die Synthese der extrazellulären Matrix (Quispe-Salcedo and Ohshima, 2021). 

Fibroblasten übernehmen in der dentalen Pulpa jedoch ebenfalls wichtige Funktionen als Ini-
tiatoren der Regeneration (Chmilewsky et al., 2014).  

Das Komplementsystem, bestehend aus verschiedenen Komplexen von Plasmaproteinen, 
dient der Opsonierung von Noxen und gehört zum angeborenen Immunsystem. Es wurde be-
reits nachgewiesen, dass aufgrund von gram-positiven Kariesbakterien die Aktivierung des 
Komplexes (C5b-9) des Komplementsystems erfolgt, um die Regeneration der Dentin-Pulpa 
Einheit anzustreben (Chmilewsky et al., 2014). Mittels RT-PCR-Analyse (real time polymerase 
chain reaction) wurde außerdem herausgefunden, dass Fibroblasten die Möglichkeit besitzen 
alle Proteine zu synthetisieren, die für die Bildung des Komplementsystems notwendig sind 
(Chmilewsky et al., 2014). Durch die Aktivierung der von Fibroblasten gebildeten Komplement-
Proteine und die darauffolgende Ausschüttung des Faktors C5a konnte nachgewiesen wer-
den, dass es in der Pulpa zu einer verstärkten Rekrutierung von pulpalen Vorläuferzellen 
kommt (Chmilewsky et al., 2014). 

Des Weiteren wurde in einer anderen Studie von Chmilewsky entdeckt, dass es durch Stimu-
lation mit Lipoteichonsäure (einem Hauptbestandteil der Zellwand Gram-positiver Bakterien, 
um diese im Versuch zu imitieren) von Fibroblasten, zu einer Ausschüttung der Nervenwachs-
tumsfaktoren (=nerve growth Faktors (NGF)) kommt, die als Mediatoren für das Wachstum 
von Neuriten in Richtung der Verletzung dienen (Chmilewsky et al., 2016).  
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5.1.3 Blutgefäße: Vasodilatation und –konstriktion, Gefäßpermeabilität, Perizyten 

Die dentale Pulpa ist von einem komplexen Blutgefäßnetz durchzogen. Die Hauptaufgabe 
dessen liegt in der Versorgung des umliegenden Gewebes mit Sauerstoff, der Versorgung mit 
Nährstoffen und es unterstützt durch den Transport von Mediatoren, die Immunantwort. 

Endothelzellen bilden die innerste Wand der Kapillaren, sie werden zusammen mit den Peri-
zyten von einer gemeinsamen Basallamina umgeben. Die Perizyten sitzen außen an der Ge-
fäßwand, besitzen lange Ausläufer mit kontraktilen Eigenschaften und können dadurch die 
Gefäßweite regulieren (Abb. 5). Außerdem unterstützen sie die Erneuerung des Endothels und 
synthetisieren selbst Substanzen, die die Gefäßweite steuern können. 

Die Kapillaren sind permeabel. Durch Diffusion, Filtration und transzellulären Transport durch 
die Endothelzellen hindurch können Mediatoren bei Entzündungen in die Blutbahn gelangen 
sowie die Gefäßweite und somit die Sauerstoffzufuhr und Immunantwort regulieren.  

Mitunter finden sich in einigen größeren Gefäßen auch eine dünne Schicht glatter Muskelzel-
len (VSMCs), welche ebenfalls durch ihre kontraktilen Eigenschaften die Gefäßweite regulie-
ren können (Armulik et al., 2011, Herbert and Stainier, 2011). Sie umgeben die Endothelzellen 
von Arterien, Arteriolen, Venolen und Venen und steuern außer der Gefäßweite auch die Per-
meabilität der Gefäße (Haefliger et al., 1994, Hall et al., 2014). 

Bei Entzündungen wird das Gewebe hyperämisch. Die Blutgefäße weiten sich, und Immun-
zellen sowie mit Sauerstoff beladene Erythrozyten können besser in die betroffene Region 
gelangen und die Heilung unterstützen (Korkmaz et al., 2011). Unter Sauerstoffmangel in be-
reits geschädigtem Gewebe können sich durch Angiogenese neue Blutgefäße bilden 
(Almushayt et al., 2006). 

 

5.1.4 Nervenfasern: Innervation, Neurotransmission, Schmerz und neurovaskuläre 
Regulation 

Nervenfasern können in der Peripherie myelinisiert wie auch unmyelinisiert vorliegen. In bei-
den Fällen sind ihre Axone von Schwann-Zellen umhüllt. Im peripheren Nervensystem werden 
bei marklosen, nicht myelinisierten Nervenfasern mehrere Axone von einer Schwann-Zelle 
umhüllt, wohingegen bei der Myelinisierung jeweils eine Schwann-Zelle ein Axon mit der Aus-
bildung von Markscheiden umhüllt. Diese Isolation dient der schnelleren Weiterleitung von Ak-
tionspotentialen (Abb. 3).  

Schwann-Zellen gehören zu den Makrogliazellen und stammen wie auch die Odontoblasten 
von der Neuralleiste ab. Schwann-Zellen produzieren das Myelin zur elektrischen Isolation der 
peripheren Nerven. Sie besitzen außerdem reparative Funktionen bei der Nervregeneration. 

Die Dentin-Pulpa-Einheit ist reichlich von peripheren Nervenfasern innerviert (Byers, 1984, 
Byers and Närhi, 1999). Über das Foramen apikale dentis treten dicke Nervenfaserbündel in 
die Wurzelpulpa ein und verzweigen sich innerhalb der koronalen Pulpa zu dünnen Nervenfa-
serbündeln (Abb. 1) (Byers, 1984, Byers and Närhi, 1999). Nach ihrer Verästelung mit zahlrei-
chen Nervenfasern unterhalb der Odontoblastenschicht bilden sie den Subodontoblastenple-
xus (Byers, 1984, Byers and Närhi, 1999).  

Die unmyelinisierten C-Fasern stellen eine Gruppe der sensiblen Nervenfasern dar (Byers, 
1984, Byers and Närhi, 1999). Sie verteilen sich zunächst in der zellreichen Zone, anschlie-
ßend gelangen sie durch die zellarme Zone in die Odontoblastenschicht und enden dann an 
der Prädentin-Dentin-Grenze (Byers, 1984, Byers and Närhi, 1999, Chung et al., 2013, Solé-
Magdalena et al., 2018) (Abb. 2). Pulpale polymodale C-Fasern reagieren hauptsächlich auf 
intensive Stimulation durch beispielsweise schwere entzündliche Schäden an der Pulpa oder 
auch starke Kälte- und Hitzereize (Byers, 1984, Byers and Närhi, 1999). 
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Zwei weitere Gruppen sensibler Nervenfasern (dünne A-delta (dünn-myelinisiert) und dickere 
A-beta Fasern (dick-myelinisiert)) verteilen sich im Prädentin und in den initialen Dentinkanäl-
chen und enden dort bis zu 0,2 mm innerhalb des Dentins (Byers, 1984, Byers and Närhi, 
1999, Chung et al., 2013, Solé-Magdalena et al., 2018). Sie reagieren bereits sehr früh auf 
schädliche Reize und ihre Aktivierung wird mit einem spitzen, scharfen, akuten Schmerzreiz 
in Verbindung gebracht (Byers and Närhi, 1999). 

Es wurde bereits beobachtet, dass die pulpale Heilung beeinträchtigt wird, wenn Zähne von 
Ratten in Versuchen genetisch denerviert und ein entzündlicher Prozess initiiert wurde (Byers 
and Taylor, 1993, Byers and Närhi, 1999). Das Vorhandensein des pulpalen Nervengewebes 
hat somit einen positiven Einfluss auf den Heilungsprozess des Zahnes. 

In neuen Untersuchungen wurde bestätigt, dass periphere Nervenfasern mesenchymale 
Stammzellen (mit entwicklungsgeschichtlichem Ursprung aus der Neuralleiste) im Endoneu-
rium besitzen (Carr et al., 2019). Versuche am Mausmodell zeigten, dass eine lokale Verlet-
zung von Gewebe und peripherer Nerven einerseits zu einer Schwann-Zell Dedifferenzierung, 
andererseits jedoch auch zu einer Proliferation von endoneuronalen mesenchymalen Stamm-
zellen führt (Carr et al., 2019). Diese migrieren infolgedessen in das benachbarte Gewebe, um 
Reparaturvorgänge zu fördern (Carr et al., 2019). Die Stammzellen können sich nach einer 
Verletzung zu Zellen differenzieren, die nicht der Nervlinie angehören, um Haut- und Knochen-
gewebe zu bilden (Carr et al., 2019). Dies wurde in mehreren weiteren Experimenten mit Zell-
kulturen und Transplantationen festgestellt (Carr et al., 2019). Da die dentale Pulpa dicht von 
peripheren Nervenfasern innerviert wird, ist es möglich, dass auch Nervenfasern der dentalen 
Pulpa mesenchymale Stammzellen im Endoneurium besitzen können, die aufgrund von Diffe-
renzierungen und Proliferationen bei der Reparatur der Pulpa-Dentin-Einheit beteiligt sein kön-
nen. 

 

 

Abbildung 3: Bindegewebshüllen eines peripheren Nerven  

Epineurium: Bestehend hauptsächlich aus Kollagenfasern und Gefäßen. 

Perineurium: Umschließt mehrere Nervenfasern als Nervenfaserbündel (Faszikel) und fasst sie somit zusammen. 

Es besteht aus straffem Bindegewebe. 

Endoneurium: Besteht aus einer lockeren Bindegewebsschicht und umhüllt und ernährt über Blutgefäße das Axon 

mit den myelinisierenden Schwann-Zellen. 

Modifizierte Darstellung in Anlehnung an Abbildung von © AMBOSS GmbH (2021).  
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5.1.5 Immunzellen und Entzündungsformen der Dentin-Pulpa-Einheit bei kariösen Lä-
sionen 

Unter physiologischen Bedingungen kommen in der dentalen Pulpa Makrophagen und Dend-
ritische Zellen (DCs) vor. Im Vergleich zu der entzündeten dentalen Pulpa ist die Anzahl von 
Makrophagen und DCs in der gesunden dentalen Pulpa gering (Jontell et al., 1998). Als Ant-
wort auf eine kariöse Läsion, die in allen Fällen eine Entzündung in der dentalen Pulpa indu-
ziert, nimmt die Anzahl von Makrophagen und DCs stark zu. Des Weiteren führt eine Entzün-
dung zu einer verstärkten Proliferation von Neutrophilen Granulozyten, Mastzellen und T- und 
B-Zellen (Galler et al., 2021, Korkmaz et al., 2023).  

Bei der Entstehung von Karies werden gebundene Moleküle aus der Matrix des Dentins her-
ausgelöst, die eine Entzündungsreaktion fördern und mit der Bildung von rTD sowie rpTD as-
soziiert sind (Tani-Ishii et al., 1995, Farges et al., 2015). 

Odontoblasten sind die ersten pulpalen Zellen, die mit der Karies und ihren Stoffwechselpro-
dukten in Berührung kommen (Farges et al., 2015). In vitro wurde gezeigt, dass sie bereits 
erste Schritte einleiten und Chemokine sowie Zytokine freisetzen können, um eine Immunan-
twort der Immunzellen zu erzeugen (Farges et al., 2015). Pathogen-Associated Molecular Pat-
terns (PAMPs) sind pathogene Strukturen, die von den Odontoblasten mit Hilfe der Pattern-
Recognition Receptors (PRRs) erkannt werden können (Farges et al., 2015).  

Durch den Einsatz der TLR werden proinflammatorische Stoffe wie Zytokine und Chemokine 
freigesetzt, um Entzündungszellen des Gewebes und des Blutes in das entzündete Gewebe 
zu leiten (Viola and Luster, 2008, Turner et al., 2014, Farges et al., 2015). Über Stickstoffmo-
noxid (NO) sowie Beta-Defensine können Odontoblasten direkt Bakterien abwehren sowie 
weitere Immunzellen anlocken (Shiba et al., 2003, Song et al., 2009, Lee and Baek, 2012, Lee 
et al., 2013, Farges et al., 2015). Zu diesen gehören die Antigen-präsentierenden dendriti-
schen Zellen (DC), Makrophagen, CD4+ T-Helferzellen, B-Zellen und die natürlichen Killerzel-
len (NK) (Semple and Dorin, 2012, Farges et al., 2015). 

Im frühen Entzündungsstadium, noch bevor es zur Bildung von tertiärem Dentin kommt, lagern 
sich, als Antwort auf die ausgeschütteten Chemokine, zunächst unreife DCs an der Pulpa-
Dentin-Grenze an, um mit ihren langen Ausläufern Antigene der Noxen detektieren und über 
Pinozytose, Phagozytose sowie Endozytose aufnehmen zu können (Farges et al., 2015, 
Quispe-Salcedo and Ohshima, 2021, Matsumura et al., 2017). Sie rekrutieren die T-Helferzel-
len, indem sie zu regionalen Lymphknoten migrieren und als unreife DC aufgenommene und 
verarbeitete Antigenpeptide über den Majorhistocompatibilitycomplex  (MHC) der Klasse I und 
II den naiven CD8+ sowie den CD4+ T-Zellen präsentieren (Farges et al., 2015, Quispe-
Salcedo and Ohshima, 2021). Diese CD4+ T-Zellen antworten auf die Aktivierung mit einer 
Proliferation weiterer Zellen ihrer Art und differenzieren sich, unter dem Einfluss von verschie-
denen Interleukinen, in verschiedene T-Zell Untergruppen (Th1, Th2, Th17, regulatorische T-
Zellen (iTreg)) (Farges et al., 2015).  

Die DCs reifen durch diesen Vorgang zu Tolerogenic-DCs (Tol-DCs), die wiederum die iTreg 
Differenzierung über Interleukin 10 (IL-10) sowie den Transforming growth factor-Beta (TGF-
Beta) induzieren können (Farges JC et. al. 2015). Anschließend migrieren weitere T- und B-
Lymphozyten sowie Makrophagen und neutrophile Granulozyten an den Ort der Entzündung 
(Hahn and Liewehr, 2007, Jontell et al., 1998, Farges et al., 2015). Ihre Anzahl steigt signifikant 
mit der Stärke der Entzündung (Farges et al., 2015).   

Die B-Zellen können sich ihrerseits weiter zu Plasmazellen differenzieren und die Bildung von 
Antikörpern ermöglichen. 

Leukozyten gelangen durch Blutgefäße an den Ort des Geschehens, lagern sich anschließend 
den Endothelzellen des Blutgefäßes an und migrieren durch Diapedese aus dem Blutgefäß in 
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das betroffene Gewebe (Farges et al., 2015). Neutrophile Granulozyten werden bereits in ei-
nem sehr frühen Stadium der Inflammation aktiviert. Nach ihnen gelangen Monozyten, die sich 
zu Makrophagen und Histiozyten differenzieren können, über die Blutgefäße an den Ort des 
Geschehens (Farges et al., 2015).  

Histiozyten sind die ruhende Form der gewebsständigen Makrophagen und können bei in-
flammatorischen Reaktionen zu diesen aktiviert werden. Makrophagen gehören wie DCs den 
Antigen-präsentierenden Zellen an und können ebenso Zellen der Immunantwort rekrutieren 
(Quispe-Salcedo and Ohshima, 2021). Makrophagen sind außerdem in der Lage, Zellbestand-
teile zu phagozytieren, sie chemisch abzubauen und somit für den Organismus unschädlich 
zu machen.  

 

5.2 Einteilung kariöser Läsionen am Dentin 

Karies entsteht durch das Zusammenspiel mehrerer pathogener Einflüsse, wie beispielsweise 
lange Säureeinwirkung und die Vermehrung pathogener Mikroorganismen in der Plaque. Zu-
cker dient den kariogenen Bakterien als Nährstoffquelle (Featherstone, 2000, Featherstone, 
2004, Caufield and Griffen, 2000, Selwitz et al., 2007).  

Eine Remineralisation der kristallinen Struktur des Schmelzes kann nur im frühen Stadium 
durch die Aufnahme von Fluorid, Phosphaten und Kalzium erfolgen (Selwitz et al., 2007). Die 
Prozesse der De- und Remineralisation halten sich im Laufe der Zeit in der Waage (Selwitz et 
al., 2007). Sobald jedoch das Stadium der Demineralisation und der niedrige pH-Wert über 
einen längeren Zeitraum anhält, begünstigt dies das Herauslösen von Kalzium- und Phosphat-
Ionen aus den Schmelzkristallen und somit auch die Kariesbildung (Selwitz et al., 2007). 

Der Speichel kann die entstehenden Säuren neutralisieren und eine Remineralisation bewir-
ken (Hellwig E, 2018). Zu nennen sind der Phosphatpuffer und der Bikarbonatpuffer. Des Wei-
teren ist Speichel in der Lage Kalzium- und Phosphat-Ionen, die durch Demineralisationsvor-
gänge dem Zahn verloren gegangen sind, wieder einzulagern (Hellwig E, 2018).  

 

5.2.1 Schmelzkaries 

Zu Beginn des Prozesses der Kariesbildung am Zahn steht die initiale Schmelzkaries. Hier 
beschränkt sich der Befall lediglich auf die äußersten Schmelzprismen am Zahn, die bereits 
durch Mikroorganismen eine Entkalkung erfahren haben (Selwitz et al., 2007).  

Schon bevor eine Schmelzkaries eine tiefe Kavität bis zum Dentin bilden kann, können bakte-
rielle Toxine und Enzyme durch diese Läsion des Zahnschmelzes diffundieren. Als Reaktion 
darauf kann sich zu diesem Zeitpunkt bereits rTD bilden (Hellwig E, 2018). 

  

5.2.2 Initiale Dentinkaries (iDK) 

Mit dem Fortschreiten einer Karies über die Schmelz-Dentin-Grenze hinaus in das Dentin, 
spricht man von einer initialen Dentinkaries. Es findet nicht nur eine Entkalkung der minerali-
sierten Strukturen statt, sondern es wird auch organisches Material, die Kollagenfasern vom 
Typ I, zersetzt (Horst et al., 2016, Zhao et al., 2018). Die Dentinkaries kann man, je nach dem 
bereits vorliegenden Schweregrad der Karies, in verschiedene Untergruppen aufteilen. 

Spätestens durch das Erreichen des Dentins wird eine Reaktion der Pulpa-Dentin-Einheit her-
vorgerufen (Hellwig E, 2018). Aufgrund des größeren Wasser- und Proteinanteils im Dentin 
und aufgrund der Dentintubuli können sich die Mikroorganismen in der, im Vergleich zum 
Zahnschmelz weicheren Struktur schneller ausbreiten (Hellwig E, 2018). 

 



 

20 
 

5.2.3 Dentinkaries (DK) 

Das Fortschreiten der Karies ist zunächst mit einer lateral spreitenden Ausbreitung im Dentin 
verbunden, anschließend gewinnt der Prozess jedoch an Tiefe. In den Anfangsstadien wird 
die Pulpa noch nicht erreicht. 

 

5.2.4 Tiefe Dentinkaries (tDK) 

 

Abbildung 4: Schema: Histologie der Dentinkaries 

Quelle: Modifizierte Darstellung in Anlehnung an Abbildung 6.8 S.116 von Lehmann et al. (2015). 

 

Bei der tiefen Dentinkaries ist die Läsion bereits so weit vorangeschritten, dass sie die Pulpa 
erreichen kann. Histologisch lassen sich mehrere unterschiedliche Regionen erkennen (siehe 
Abbildung 4). Peripher findet sich zunächst die Zone der Penetration (Hellwig E, 2018). Hier 
sind bereits hauptsächlich grampositive Bakterien eingedrungen (Hellwig E, 2018). Pulpawärts 
lässt sich die Zone der Demineralisierung abgrenzen, diese Zone erscheint lichtmikroskopisch 
unverändert (Hellwig E, 2018). An diese Zone grenzt der „dead tract“, in dem bereits  Odon-
toblastenfortsätze verschwunden sind (Hellwig E, 2018). Somit kann keine Kommunikation mit 
der Pulpa mehr stattfinden (Hellwig E, 2018). Die folgende Zone der Sklerose entsteht durch 
den Untergang der Dentinkanälchen und reduziert die Permeabilität des Dentins wieder, um 
die Pulpa weitestgehend zu schützen (Hellwig E, 2018, Bjørndal et al., 2019). Durch einen 
weiteren Schutzmechanismus weichen die Odontoblastenfortsätze zurück und lagern peri-
tubuläres Dentin ein (Hellwig E, 2018, Bjørndal et al., 2019). Ist die Dentinkaries bereits sehr 
weit fortgeschritten, entsteht peripher zusätzlich eine Nekrosezone, in der das Dentin eine 
weiche, flüssige Konsistenz bekommt. Zusätzlich finden sich hier tote Mikroorganismen und 
deren Stoffwechselprodukte (Hellwig E, 2018) (Abb. 4). 
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Wird schließlich durch eine tiefe Karies die Pulpa erreicht, gehen auch die betroffenen Odon-
toblasten zugrunde. Die Reparatur erfolgt nun durch Odontoblasten-ähnliche Zellen, die sich 
aus pulpalen Stammzellen differenzieren können und atubuläres rpTD bilden (Smith et al., 
2012a, Zaugg et al., 2020, Mitsiadis et al., 2011a). 

Aufgrund der fortschreitenden Demineralisierung des Dentins, werden auch Bestandteile der 
Dentinmatrix herausgelöst (Dung et al., 1995, Bjørndal et al., 2019). Einige Matrixmetallopro-
teinasen lösen die Dentinmatrix weiter auf (Mazzoni et al., 2015, Bjørndal et al., 2019) und 
setzten gleichzeitig weitere Faktoren frei, welche die Tertiärdentinbildung stimulieren 
(Finkelman et al., 1990, Bègue-Kirn et al., 1992, Smith et al., 1994, Bjørndal et al., 2019).  

Moleküle, wie Chemokine, Zytokine, Wachstumsfaktoren und neurogene Faktoren, wie der 
brain-derived neurotrophic factor (BDNF) und der growth/differentiation factor 15 (GDF-15) 
induzieren ebenfalls die Mineralisation des Tertiärdentins und nehmen an der Regeneration 
der Pulpa teil (Smith et al., 2012b, Smith et al., 2016, Tomson et al., 2017, Tomson et al., 2013, 
Duncan et al., 2017, Galler et al., 2016, Bjørndal et al., 2019). 

Gefäßneubildung, Neurogenese sowie die Rekrutierung von Stammzellen sind weitere Aufga-
ben dieser Faktoren (Roberts-Clark and Smith, 2000, Fayazi et al., 2017, Marquardt et al., 
2015, Bjørndal et al., 2019). 

 

5.2.5 Infektion der nekrotischen dentalen Pulpa  

Im unbehandelten Zustand, entzündet sich nach einiger Zeit das Gewebe der Pulpa so stark, 
dass es zur Entstehung einer irreversiblen Pulpitis kommt (Farges et al., 2015). Wird das Ge-
webe nekrotisch, kann infolgedessen zusätzlich eine Infektion entstehen. Die Pulpa verliert 
ihre physiologischen Funktionen. Die Abwehrmöglichkeiten gegen eine weitere Kontamination 
reduzieren sich zunehmend (Farges et al., 2015). Therapeutisch kann man in diesem Fall mit 
einer Pulpektomie, (die Entfernung der gesamten Zahnpulpa, im Rahmen einer Wurzelkanal-
behandlung) den Zahn versuchen zu erhalten (Bjørndal et al., 2019). 

 

5.3 Pulpale Stammzellen 

Pulpale dentale Stammzellen bilden die Grundlage für die Bildung unterschiedlicher Zellarten. 
Unter anderem dienen sie der Noxenabwehr. Es wird angenommen, dass es zu einer gestei-
gerten Proliferation von Stammzellen im entzündeten Gewebe kommt. 

Der Begriff der mesenchymalen Stammzellen beschreibt Zellarten, die, wenn sie von ihrem 
Bindegewebe isoliert wurden, Stammzelleigenschaften (z.B. die Möglichkeit zur Selbstreplika-
tion und Differenzierung in verschiedene Zellarten) aufweisen (Yianni and Sharpe, 2019). Zu 
den funktionellen Merkmalen mesenchymaler Stammzellen in vitro gehören ihre Multipotenz 
und Fähigkeit zur Differenzierung in mesodermale Zell-Linien, einschließlich Chondrozyten, 
Adipozyten und Osteoblasten, nachdem sie in vitro mit bestimmten Faktoren stimuliert wurden 
(Beltrami et al., 2007, Covas et al., 2008, Huang et al., 2009, Yianni and Sharpe, 2019). In 
Studien wurde herausgefunden, dass sich in der postnatalen dentalen Pulpa ebenfalls mesen-
chymale Stammzellen befinden, die eine wichtige Rolle bei der Regeneration von Geweben 
besitzen und zudem hoch proliferativ und teilungsfähig sind (Gronthos et al., 2000, Gronthos 
et al., 2002).  

Die Freisetzung von speziellen Proteinen (z.B. Dentinmatrixprotein DMP1) aus dem Dentin, 
kann ausreichen, um die Differenzierung von pulpalen mesenchymalen Stammzellen zu O-
dontoblasten einzuleiten (Almushayt et al., 2006). Besonders bei Verletzungen des Dentins 
spielt diese Funktion eine tragende Rolle bei der Reparatur. 

Nicht nur extrazelluläre Matrixproteine (EZMP) des Dentins, sondern auch EZMPs der Pulpa 
induzieren die Rekrutierung von pulpalen Stammzellen über einen rho-Weg (Smith et al., 
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2012b). Diese Rekrutierung durch EZMPs des Dentins und der Pulpa wird verstärkt durch die 
Einwirkung von Säuren sowie enzymatische Abbauprozesse, wie sie bei einer Karies vorliegen 
(Smith et al., 2012b).  

 

5.3.1 Pulpale ektomesenchymale Stammzellen 

Zellen, die an der Bildung des Zahnes beteiligt sind, stammen hauptsächlich von zwei unter-
schiedlichen embryonalen Ressourcen ab: dem ektodermalen Epithel und dem Ektomesen-
chym der Neuralleiste (Koussoulakou et al., 2009, Kaukua et al., 2014).  

Odontoblasten und Gliazellen stammen von einer gemeinsamen Zelllinie aus der Neuralleiste 
ab (Kaukua et al., 2014). Dies wurde an Schneidezähnen im Mausmodell nachgewiesen 
(Kaukua et al., 2014). Ektomesenchymale Stammzellen gehen aus Gliazellen hervor und kön-
nen anschließend Zellen der Pulpa sowie Odontoblasten bilden (Kaukua et al., 2014). Zusätz-
lich exprimieren Odontoblasten die Stammzellmarker Nestin, sowie den Schwann-Zellmarker 
S-100ß (Terling et al., 1995, Nakatomi et al., 2018, Lombardi et al., 1992, Kaukua et al., 2014, 
Korkmaz et al., 2021). Diese Erkenntnis unterstreicht außerdem die Idee der gemeinsamen 
Herkunft von Odontoblasten und Gliazellen (Schwann-Zellen) (Kaukua et al., 2014). 

In Versuchen mit ektomesenchymalen Stammzellmarkern zu den unterschiedlichen Bildungs-
mechanismen von Dentikeln, die ebenfalls vermehrt als Reaktion auf äußere Reize gebildet 
werden, fand man heraus, dass bei den gebildeten, unechten atubulären Dentikeln eine nahe 
räumliche Beziehung zu Blutgefäßen und Nervenfasern besteht (Korkmaz et al., 2021).  

 

5.3.2 Pulpale Perizyten 

Eine weitere Art der pulpalen Stammzellen sind die Perizyten. Perizyten sind nicht stark diffe-
renziert, kontraktil und lagern sich an den Kapillarwänden und postkapillären Venolen an, wel-
che von Endothelzellen gestützt werden (Abb. 5.). Sie dienen als Mediatoren für Leukozyten 
bei der Immunabwehr, helfen dabei, toxische Nebenprodukte abzubauen und induzieren die 
Bildung neuer Blutgefäße (Birbrair, 2018).  

 

 

Abbildung 5: Lokalisation der Perizyten 

Quelle: Modifizierte Darstellung in Anlehnung an Continous Capillary (McGraw-Hill Companies, 2021).  

 

Es wurde bereits in Studien mit Cre-Recombinase Mäusen, zur Bestimmung der genetischen 
Abstammungslinie von Perizyten beschrieben, dass sie in der Lage sind sich bei Verletzungen 
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von ihrem Herkunftsort, der Wand des Blutgefäßes, zu lösen, um sich zu Progenitoren der 
mesenchymalen Stammzellen zu differenzieren (Yianni and Sharpe, 2019). Anschließend 
wandern sie zu dem Ort der Verletzung und differenzieren sich weiter in die gewebsspezifische 
Zellart, wie beispielsweise Myoblasten (Dellavalle et al., 2007, Yianni and Sharpe, 2019), Os-
teoblasten (Supakul et al., 2019, Yianni and Sharpe, 2019) und Odontoblasten (Feng et al., 
2011, Yianni and Sharpe, 2019). 

In weiteren Untersuchungen an Mäusen wurde ebenfalls bestätigt, dass Perizyten sich nach 
einer kariösen Läsion zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen differenzieren (Feng et al., 2011, 
Traktuev et al., 2008, Wang et al., 2019). Im Zuge dessen wurde jedoch auch festgestellt, dass 
nicht alle Odontoblasten-ähnlichen Zellen von Perizyten abstammen (Feng et al., 2011). Es 
gibt eine weitere Population von pulpalen mesenchymalen Stammzellen, die ebenfalls zu der 
verletzten Stelle migrieren und sich zu Odontoblasten differenzieren können (Feng et al., 
2011). 

 

5.3.3 Mesenchymale Stammzellen im Endoneurium 

Einige Stammzellen der Neuralleiste verbleiben während der Entwicklung im Endoneurium der 
peripheren Nerven (Joseph et al., 2004, Carr et al., 2019). Dort können sie sich selbst repli-
zieren und dienen als Reserve für die Bildung von myelinisierenden und nicht-myelinisieren-
den Schwann-Zellen sowie endoneuronalen Fibroblasten in peripheren Nervenfasern (Joseph 
et al., 2004, Richard et al., 2014). Es besteht somit die Annahme, dass mesenchymale Stamm-
zellen auch im Endoneurium der Nervenfasern in der Dentin-Pulpa-Einheit vorkommen kön-
nen. 

Es wurde ebenfalls beschrieben, dass sich bei Verletzungen der Nervenfaser, diese mesen-
chymalen endoneuronalen Stammzellen zu mesenchymalen Vorläuferzellen differenzieren 
können, die bei der Regeneration der Dermis und von Knochenbeteiligt sind (Johnston et al., 
2013, Johnston et al., 2016, Carr et al., 2019, Korkmaz et al., 2021). In gesundem Nervenge-
webe wurden diese Proliferationen und Differenzierungen nicht beobachtet (Korkmaz et al., 
2021, Carr et al., 2019, Adameyko and Ernfors, 2019). 

Ein endgültiger Beweis für das Vorkommen von mesenchymalen Stammzellen im Endoneu-
rium von pulpalen Nervenfasern liegt bis jetzt noch nicht vor. Auch ist nicht geklärt, ob es 
mögliche Reaktionen der pulpalen mesenchymalen endoneuronalen Stammzellen auf ein ent-
zündliches Geschehen der dentalen Pulpa gibt, wie sie bereits bei anderen Verletzungen pe-
ripherer Nerven und der darauffolgenden Regeneration durch periphere mesenchymale endo-
neuronale Stammzellen nachgewiesen wurden (Cattin and Lloyd, 2016, Carr et al., 2019). 

 

5.4 Stammzellmarker CD90 und CD34 

Die Verwendung der Stammzellmarker Thy1/CD90 und CD34 zur Darstellung von mesen-
chymalen Stammzellen wurde bereits in den folgend aufgeführten Studien gezeigt. 

 

5.4.1 CD90 

CD90 ist ein Glykosylphosphatidylinositol gekoppeltes Protein und wurde bereits in Endothel-
zellen und Perizyten nachgewiesen (Inoue et al., 2016, Pérez et al., 2022, Park et al., 2016). 
Es spielt eine Rolle bei der Zellmigration und Adhäsion und es ist eine Hochregulation von 
CD90 in Endothelzellen bei einer Zytokin-induzierten Inflammation mit Angiogenese beschrie-
ben (Pérez et al., 2022, Brenet et al., 2020, Schubert et al., 2013, Schubert et al., 2011).  
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In Thy1-Knockout-Mäusen wurde eine Heilungsverzögerung von Hautwunden nachgewiesen, 
sodass anzunehmen ist, dass Thy/CD90 eine wichtige Rolle bei der Wundheilung durch den 
Einfluss auf die Durchblutung des betroffenen Areals hat (Pérez et al., 2022). 

Der Antikörper „rabbit monoclonal anti Thy1/CD90 wurde ebenfalls als Marker für mesen-
chymale Stammzellen im Epineurium, Perineurium und Endoneurium charakterisiert 
(Yumkham et al., 2024, Carr et al., 2019, Richard et al., 2014, Joseph et al., 2004).  

Außerdem wurde beschrieben, dass CD90 in Odontoblasten sowie in der Subodontoblasten-
schicht nachweisbar ist und möglicherweise bei der Odontoblastendifferenzierung eine Rolle 
spielt (Svandova et al., 2023). CD90 positive Zellen können in der Lage sein, zu Zellen der 
Hartgewebsbildung zu differenzieren und die Zelladhäsion sowie Zytoskelettbildung beeinflus-
sen (Svandova et al., 2023, Hosoya et al., 2012, Leyton et al., 2019).  

In einer Studie zur Expression von CD90 wurde im Tiermodell (Ratte) die Veränderung der 
Immunreaktivität für CD90, in unterschiedlichen Zeitabständen nach einer Kavitätenpräpara-
tion im Zahn, untersucht (Sano et al., 2019). Es wurde herausgefunden, dass CD90 positive 
Zellen in der Subodontoblastenschicht zu einer Heilung der Odontoblasten- und Subodon-
toblastenschicht beitragen können (Sano et al., 2019). 

 

5.4.2 CD34 

Der Antikörper „rabbit monoclonal anti CD34 diente in der Vergangenheit ebenfalls als Marker 
für endoneuronale, mesenchymale Stammzellen (Sidney et al., 2014, Richard et al., 2014, 
Carr et al., 2019). Des Weiteren wurde in einem Review von Sidney et. al., 2014: „Concise 
Review: Evidence for CD34 as a Common Marker for Diverse Progenitors”; erläutert, dass 
CD34 als transmembranes Phosphoglykoprotein insbesondere in hämatopoetischen Stamm- 
und Vorläuferzellen vorkommt. Außerdem wurden in der Literatur auch Vorkommen in multi-
potenten mesenchymalen Stromazellen (auch in Osteozyten) und in Endothelzellen beschrie-
ben, die unter anderem an der Angiogenese beteiligt sind (Sidney et al., 2014, Fina et al., 
1990, Hristov and Weber, 2008).  

CD34 positive Endothelzellen beeinflussen ebenfalls die Migration und Adhäsion von Zellen 
(Sidney et al., 2014). Angiogene Stimuli können eine Subpopulation von CD34 positiven En-
dothelzellen dazu anregen Gefäße neu zu bilden (Sidney et al., 2014, Siemerink et al., 2012). 
Es ist bekannt, dass es eine Untergruppe von nicht zirkulierenden adulten Endothelzellen gibt, 
die ebenfalls CD34 positiv sind und die insbesondere in kleinen Blutgefäßen nachweisbar sind, 
wohingegen größere Venen und Arterien sich vorwiegend CD34 negativ darstellen (Fina et al., 
1990). CD34 positive Endothelzellen sind länglicher und besitzen weniger tight junctions als 
die typisch kopfsteinpflasterartigen Endothelzellen (Sidney et al., 2014, Fina et al., 1990, 
Siemerink et al., 2012). 

Des Weiteren ist bekannt, dass CD34 ein Marker für Perizyten ist. Eine Lokalisation wurde 
bereits in der Tunica Adventitia von Blutgefäßen beschrieben (Lin and Lue, 2013, Wang et al., 
2019, Traktuev et al., 2008). 
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5.5 Fragestellung und Ziel der Studie 

Durch Zell-Zell- und Zell-Matrix Interaktionen können unterschiedliche Zelltypen in der denta-
len Pulpa an der Regeneration des Dentins teilhaben. Terminal differenzierte Odontoblasten 
sind in der Lage reaktives Tertiärdentin zu bilden (Smith et al., 1994, Neves et al., 2017). Im 
Gegensatz dazu können sich die pulpalen Stammzellen zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen 
differenzieren, um reparatives Tertiärdentin zu bilden (Smith et al., 2012b, Zaugg et al., 2020). 
Die Vitalität der dentalen Pulpa ist für die Bildung von reparativem Tertiärdentin Vorausset-
zung. Die Funktionen von pulpalen Stammzellen bei der Bildung des reparativen Tertiärdentins 
zu verstehen, bildet ein Fundament, auf das aufgebaut werden kann, um mögliche Therapien 
zu entwickeln.  

Ferner ist der Einfluss der gesteigerten Blutversorgung durch Hyperämie, Vasodilatation, An-
giogenese und die gesteigerte Diapedese von Entzündungszellen an den Ort der Inflammation 
als wichtige Faktoren bei der Reaktion des Zahnes auf die Noxe zu sehen. 

In bereits vorliegenden Studien wurde die Expression von CD90 in gesunden und entzündeten 
dentalen Pulpen untersucht und nachgewiesen (Wu et al., 2022). Es fehlt jedoch ein Vergleich 
des Stammzellmarkers CD34 in Zellen der gesunden und entzündeten dentalen Pulpa. In Blut-
gefäßen der gesunden und entzündeten dentalen Pulpa wurde CD34 bereits untersucht (Digka 
et al., 2006, Güven et al., 2007). In diesen Studien wurde jedoch die Expression von CD34 im 
gesunden und entzündeten Pulpagewebe nicht quantifiziert. Es fehlt die Feststellung, ob eine 
Entzündung zu einer veränderten Expression von CD34 in Endothelzellen und Perizyten füh-
ren kann.  

Des Weiteren wurde in diesen Studien nicht näher auf die Expressionen von CD90 und CD34 
in pulpalen Stammzellen eingegangen, obwohl CD90 und CD34 als mesenchymale Stamm-
zellmarker betrachtet werden. In der vorliegenden Studie soll daher die Frage geklärt werden, 
wie die Stammzellmarker CD90 und CD34 in unterschiedlichen Zellen der gesunden und ent-
zündeten dentalen Pulpa exprimiert werden und ob es bei einer Entzündung der Pulpa zu einer 
Steigerung der Expression kommt. Um die Expressionen von CD90 und CD34 auf der gleichen 
Proteinebene unter gleichen Bedingungen zu vergleichen und zu charakterisieren, haben wir 
immunhistochemische Untersuchungen mittels Avidin-Biotin-Peroxidase Komplex-Methode 
mit den spezifischen Antikörpern gegen CD90 und CD34 an aufeinander folgenden Schnitten 
durchgeführt.  

In den geplanten Experimenten sollen daher die Antworten auf die folgenden Fragestellungen 
untersucht werden: 

 

1. Wie sind die Expressionsmuster der Stammzellmarker Thy1/CD90 und CD34 in 
Zellen der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit? 
 
1.1 In welchen Zellen der Dentin-Pulpa-Einheit sind die mesenchymalen 

Stammzellmarker Thy1/CD90 und CD34 zu finden? 
1.2 Ist eine Expression von Thy1/CD90 und CD34 in Nervenfaserbündeln, in Blut-

gefäßen sowie in Perizyten der gesunden dentalen Pulpa nachweisbar? 
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2. Wie sind die Expressionsmuster der Stammzellmarker Thy1/CD90 und CD34 in 

Zellen der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei einer kariösen Läsion? 
 
2.1 Induziert Karies eine Veränderung der Expression der Stammzellmarker 

Thy1/CD90 und CD34 in Zellen der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit? Ist eine 
Expressionsänderung in neuronalen Strukturen erkennbar? 

2.2 Induziert Karies in der dentalen Pulpa eine statistisch signifikante Veränderung 
der Expression der Stammzellmarker Thy1/CD90 und CD34 in Perizyten und in 
Zellen, die mit vaskulären Strukturen assoziiert sind?  
 

Der Erhalt einer vitalen, dentalen Pulpa ist für die Prognose eines Zahnes essenziell. Die Ent-
wicklung neuer Behandlungsstrategien, vor allem bei tiefer Dentinkaries, spielt somit eine 
wichtige Rolle, um die dentale Pulpa nachhaltig gesund erhalten zu können.  

Durch die gewonnenen Ergebnisse der Untersuchungen an menschlichen Molaren über das 
ex vivo Verhalten dieser Stammzellen, sollen neue Anhaltspunkte für weitere In-vitro-For-
schung geliefert werden.  

Somit können in Zukunft mögliche neue Therapiestrategien bei tiefer Dentinkaries entwickelt 
werden. Pharmakologisch könnten speziell angepasste, dentale Unterfüllungsmaterialien, die 
in der menschlichen dentalen Pulpa Proliferation, Migration und Differenzierung von Stamm-
zellen zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen induzieren, bei der Behandlung der Dentinkaries 
ihre therapeutische Anwendung finden. 
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6 Material und Methoden 

Im Folgenden werden die durchgeführten Experimente sowie die verwendeten Chemikalien, 
angesetzten Lösungen, die Erhebung der Daten und die statistische Analyse genauer erläu-
tert.  

 

6.1 Ethische Betrachtung der Studie, Patientenkollektiv 

In der vorliegenden Studie wurden humane Zähne, die als anfallendes Überschussmaterial 
nach der Zahnextraktion entsorgt werden sollten, als Probenmaterial verwendet. Vorbereitend 
wurden zu Beginn der Arbeiten, die Patienten über die Nutzung der Patientendaten und der 
Biomaterialien (Gewebe und Körperflüssigkeiten) für medizinische Forschungszwecke aufge-
klärt.  

Zur Erhebung der Daten wurden insgesamt 460 Molaren von 163 Patienten im Alter von 13-
89 Jahren gesammelt und klinisch diagnostiziert. Von den 163 Patienten waren 81 Frauen und 
82 Männer. Die Zähne wurden aufgrund von kieferorthopädischen und anderen Gründen (Pa-
rodontitis, Karies) extrahiert. Die Zähne stellten Überschussmaterial der Klinik für Zahn-, 
Mund- und Kieferkrankheiten des Universitätsklinikums Mainz dar.  

Histologisch diagnostiziert wurden 67 von 460 Molaren. Für die Untersuchungen wurden 12 
Molaren (6 gesunde und 6 kariöse Molaren) der insgesamt 67 Molaren ausgewählt.  

 

6.2 Verwendete Materialien, Reagenzien, Antikörper und angesetzte Lö-
sungen 

Im Folgenden sind die angesetzten Lösungen, Puffer und Reagenzien aufgeführt, die verwen-
det wurden. Im Anhang befindet sich zusätzlich eine detaillierte, tabellarische Aufführung aller 
Chemikalien und Materialien mit den genauen Mengenangaben sowie einem Herstellerver-
zeichnis (siehe Tabellen 3-7 im Anhang). Die durchgeführten Versuche und Reagenzien wur-
den in Anlehnung an das bereits beschriebene Vorgehen in den Arbeiten von Kufahl (2017), 
Chlopek (2018) und Kuithan (2021), durchgeführt und angesetzt. Entsprechend der Fragestel-
lung wurden Änderungen vorgenommen, um die hier verwendeten Antikörper zu untersuchen. 

 

6.2.1 Angesetzte Lösungen  

6.2.1.1 Phosphatpuffer (PB) - 0,2 M PB, Stammlösung, pH 7,2-7,4 
Zunächst wurde eine Stammlösung 0,2 molarer PB (pH-Wert 7,2-7,4) hergestellt. Zu diesem 
Zweck wurden 28,8 g/l Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat und 5,2 g/l Natriumhydrogen-
phosphat-Monohydrat abgewogen und in 900 ml destilliertem Wasser gelöst (Kufahl, 2017). 
Mit NaOH (1 %ig) und HCl (1 %ig) folgte anschließend die Einstellung des pH-Wertes auf 7,4. 
Die Lösung wurde daraufhin mit einem Liter destilliertem Wasser bis zu einem Liter aufgefüllt.  

6.2.1.2 Phosphatpuffer (PB) - 0,1 M PB, Gebrauchslösung, pH 7,4 
Zur Herstellung der Gebrauchslösung 0,1 molarer PB wurde die Stammlösung im Verhältnis 
1:1 ebenfalls mit destilliertem Wasser aufgefüllt (Kufahl, 2017). Der pH-Wert wurde auf einen 
Wert von 7.4 eingestellt. 

6.2.1.3 Phosphatpuffer-Natriumchlorid (PBS) - 0,2 M PBS, Stammlösung, pH 7,2-7,4 
Die Phosphatpuffer-Natriumchlorid (PBS) Stammlösung wurde nach dem Abwiegen von eben-
falls 28,8 g/l Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat und 5,2 g/l Natriumhydrogenphosphat-Mo-
nohydrat sowie dem Abmessen von 17,53 g/l Natriumchlorid hergestellt (Kufahl, 2017). 
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6.2.1.4 Phosphatpuffer-Natriumchlorid (PBS) - 0,1 M PBS Gebrauchslösung/Waschlösung, pH 7,4 
Zur Herstellung der Gebrauchslösung/Waschlösung wurde die Stammlösung PBS im Verhält-
nis 1:1 mit Aqua dest. verdünnt, bis ein pH-Wert von 7,4 erreicht wurde (Kuithan, 2021). Die 
Zusammensetzung bestand aus 14,4 g/l Dinatriumhydrogenphosphat-Dihydrat, 2,6 g/l Natri-
umhydrogenphosphat-Monohydrat sowie 8,76 g/l Natriumchlorid (Kuithan, 2021). Mit Aqua 
dest. wurde, wie bereits beschrieben, der pH-Wert von 7,4 sowie das Volumen von 1000 ml 
erzielt. 

6.2.1.5 Trispuffer (TB) - 0,5 M TB, Stammlösung, pH 7,6 
Zu Beginn wurden 60,57 g Tris (Tris(hydroxymethyl)-aminomethan) in 750 ml destilliertem 
Wasser gelöst, um einen Liter 0,5 molarer TB-Stammlösung herzustellen. Der pH-Wert wurde 
durch Titration mit etwa 150 ml HCl auf einen Wert von 7,6 eingestellt. Anschließend wurde 
die Lösung bis zu einem Liter mit destilliertem Wasser aufgefüllt und eine erneute pH-Wert-
kontrolle von 7,6 durchgeführt. 

6.2.1.6 Tris-HCl Puffer/Gebrauchslösung 
Zur Herstellung des 0,05 molaren Tris-HCl Puffers wurden 100 ml/l TB-Stammlösung mit 
800 ml/l destilliertem Wasser verdünnt (Kufahl, 2017). Der pH-Wert wurde somit auf 7,6 ein-
gestellt (Kufahl, 2017). Anschließend wurde weiter mit Aqua dest. aufgefüllt, bis 1000 ml er-
reicht wurden. Eine erneute pH-Kontrolle erfolgte (Kufahl, 2017). 

6.2.1.7 Trispuffer-NaCL (TBS) - 0,05 M TBS, Gebrauchslösung, pH 7,6 
Die Gebrauchslösung TBS wurde durch Lösen von 8,76 g Natriumchlorid in 800 ml destillier-
tem Wasser angesetzt (Kufahl, 2017). Zusätzlich wurden 100 ml 0,5 molarer TB dazugegeben, 
um den pH-Wert von 7,6 zu erzielen (Kufahl, 2017). Mit Aqua dest. wurde das Gemisch bis 
auf 1000 ml aufgefüllt und anschließend der pH-Wert von 7,6 erneut kontrolliert. 

6.2.1.8 Fixierlösung (Zamboni-Lösung) (4 % Paraformaldehyd + 0,2 % Pikrinsäure + 0,1 M PBS, pH 7,4) 
Durch Mischung von 998 ml 0,1 molarem Phosphatpuffer (pH 4,7) mit 2 ml/l gesättigter Pikrin-
säure (filtriert) und 40 g/l Paraformaldehyd wurde ein Liter Fixativlösung hergestellt. 

6.2.1.9 Entkalkungslösung 
Die Entkalkungslösung wurde durch Mischen von 150,885 ml 4 N Ameisensäure mit 
849,115 ml 0,1 molarem Phosphatpuffer oder destilliertem Wasser hergestellt (Kufahl, 2017). 

6.2.1.10 Kryoprotektionslösung 

Die Kryoprotektionslösung wurde hergestellt aus 30 %iger Saccharoselösung. Hierfür wurden 
30 g Saccharosepulver in 70 ml 0,1 M PBS gelöst und der pH-Wert auf 7,4 eingestellt. 
 

6.2.1.11 Tissue Tek® [Sakura Finetek, Tokio, Japan] 
Die Substanz besteht aus wasserlöslichen Glykolen und Harzen und wurde zum Einbetten für 
das Schneiden mit dem Kryostaten verwendet (Kufahl, 2017). 

6.2.1.12 Triton® X-100 - 0,25 % 
Diese Lösung wurde eins bis drei Tage vor der Immunhistochemischen Inkubation angesetzt 
und bei 4 °C gelagert. Für 100 ml 0,25 %tige Triton® X-100 Lösung wurden 99,750 μl 0,05 M 
TBS sowie 100 %ige Triton® X-100 Lösung (davon 250 μl) miteinander gemischt. 

6.2.1.13 Blockierungspuffer (2 % BSA + 5 % NGS in 0,05 M TBS) 
Kurz vor Beginn der immunhistochemischen Inkubation werden 950 μl 0,05 M TBS mit 20 mg 
bovine serum albumine (BSA) sowie 50 μl normal goat serum (NGS) angesetzt und somit 1 ml 
des Blockierungspuffers hergestellt. 

6.2.1.14 Antikörper Verdünnungspuffer 
Dieser wurde mittels 970 μl 0,05 M TBS sowie 30 μl NGS hergestellt.  
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6.2.1.15 ABC-Komplex (avidin biotin complex) 
Die ABC-Komplex-Lösung wurde lichtgeschützt und etwa eine Stunde vor dem Start der im-
munhistochemischen Färbung vorbereitet. Zusammengesetzt wurde die Lösung aus 0,05 M 
TBS (6 ml), einem Tropfen Lösung A; (ca. 50 μl) und einem Tropfen Lösung B (ca. 50 μl). 

6.2.1.16 Nickelsulfatlösung 
Die lichtempfindliche Lösung, jeweils 50 μl, wurde in destilliertem Wasser angesetzt 
(13 mg/100 ml) und in Aliquots (in kleinen Portionen von jeweils 50 μl) bei -20 °C gelagert und 
lichtgeschützt aufbewahrt. 

6.2.1.17 DAB-Lösung (Diaminobinzidin-Lösung) 

Die Angaben beziehen sich auf 50 ml DAB-Lösung: Es wurden zunächst in 50 ml 0,05 M Tris-
HCl eine DAB-Tablette (10 mg) eingerührt und anschließend gefiltert. Hinzugegeben wurden 
anschließend 50 μl Nickelsulfatlösung (13 mg/100 ml) sowie 6,5 μl 30%ig H2O2. Nach einer 
Wartezeit von zwei Minuten wurde die Lösung anschließend verwendet. Die DAB-Lösung ist 
lichtempfindlich, weshalb die Lösung unter Lichtausschluss aufbewahrt wurde. 
 

6.3 Methoden  

Nachfolgend werden auf die Durchführung der einzelnen Versuche sowie die Erhebung der 
Daten und die statistische Auswertung eingegangen. 

 

6.3.1 Ansetzen der Lösungen zur Vorbereitung der gesammelten Zähne 

Zu Beginn wurden die 0,1 M PB Gebrauchslösung und die 0,1 M PBS Gebrauchslösung an-
gesetzt und im Kühlschrank bei 4 °C aufbewahrt. Des Weiteren fand die Herstellung der 
Entkalkungslösung (4 N Ameisensäure in 0,1 M PB) unter dem Abzug statt, welche ebenfalls 
im Kühlschrank bei 4 °C aufbewahrt wurde.  

Es wurde ein Liter Fixationslösung (Zamboni-Lösung) (4 % Paraformaldehyd (PFA) + 0,1 M 
PBS + 0,2 % Pikrinsäure) angesetzt und in jeweils ein Falcon-Röhrchen (50 ml) gegeben. Die 
Röhrchen wurden mit dem Extraktionsdatum beschriftet und bekamen je eine fortlaufende Pa-
tientennummer zur Anonymisierung der Proben. 

 

6.3.2 Sammlung der Zähne 

Die Falcon-Röhrchen wurden vor der Sammlung der Zähne, bei 4 °C im Kühlschrank gelagert. 

Die Zähne wurden nach der Extraktion direkt für 48 h - 72 h bei 4 °C in der Fixativlösung, die 
0,2 % Pikrinsäure und 4 % Paraformaldehyd in 0,1 M PBS enthält, immersionsfixiert.  

Etwa drei Tage später folgte die Entkalkung der Zähne in 4 N Ameisensäure in 0,1 M PB, bei 
ebenfalls 4 °C. Dafür wurde die Fixationslösung aus dem Röhrchen entsorgt und das Gefäß 
mit dem Zahn erneut mit der Entkalkungslösung befüllt. Dreimal wöchentlich erfolgte der 
Wechsel der Lösung für insgesamt drei Wochen. Das Datum des ersten Entkalkungstages 
wurde auf das Röhrchen geschrieben. Mit Strichmarkierungen wurde dahinter dokumentiert, 
wie oft die Lösung über die Zeit gewechselt wurde. 

Die Zähne wurden daraufhin in 0,1 M PBS, mit dem pH-Wert von 7,4, für 24 Stunden bei 4 °C 
gewaschen. Täglich wurde die Lösung gewechselt. Erneut erfolgte die Dokumentation des 
Datums auf dem Röhrchen, wann die PBS-Lösung das erste Mal eingebracht wurde. Weitere 
Waschvorgänge wurden durch Punktmarkierungen hinter dem Datum symbolisiert. 

Danach wurden die Proben für fünf Tage in die Kryoprotektionslösung mit 30 %iger Saccha-
roselösung in 0,1 M PBS bei einem pH-Wert von 7,4 für 24 h bei 4 °C gegeben. Nach erfolgter 
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Protektion konnten die Zähne eingebettet werden. Das Datum des Zeitpunktes der Saccaro-
seprotektion wurde auf dem zugehörigen Falcon-Röhrchen dokumentiert. 

Die Einbettung erfolgte in aus Aluminiumfolie gefalteten Quadern, welche nach oben hin offen 
waren. Sie wurden mit der Patientennummer, der Zahnnummer, des Einbettdatums und der 
klinischen Diagnose (Karies, gesund, Gangrän etc.) beschriftet. Die Aluminiumkästchen wur-
den mit Tissue-Tek ® gefüllt und jeweils ein Zahn darin eingebettet. Auf eine mesio-distale 
Ausrichtung der Zähne in den Aluminiumkästen wurde geachtet, um eine einheitliche Schnitt-
ebene erreichen zu können. Die offene Seite der Quader konnte anschließend mit einem De-
ckel aus Aluminiumfolie wieder verschlossen werden, bevor, mittels flüssigen Stickstoffs bei -
196 °C, die eingebetteten Proben für mindestens eine Minute schockgefroren wurden. Es er-
folgte die Lagerung der Zähne bei -80 °C im Tiefkühlschrank für mindestens sieben Tage vor 
dem Schneiden. 

 

6.3.3 Herstellung der Schnitte 

Für jeden Zahn mussten zunächst ca. 7 x 24-er Wellplatten nummeriert werden. Mit einem 
wasserfesten Stift wurden alle Einsenkungen der Wellplatte laufend ab der ersten Wellplatte 
durchnummeriert. Die erste Wellplatte endete mit der Zahl 24, die Zweite endete auf 48, die 
Dritte auf 72 und so weiter. Zusätzlich bekam jede Wellplatte der Reihe nach eine eigene 
Nummer (1, 2, 3, 4, usw.). Zusätzlich wurde die Patientennummer von außen auf die zugehö-
rigen Wellplatten geschrieben. Die Wellplattennummer und die Patientennummer standen je-
weils auf Deckel und Boden der Wellplatten.  Mittels einer Pasteurpipette erfolgte die Auffül-
lung der Wellplatten mit 0,1 M PBS. Anschließend wurden die Wellplatten im Kühlschrank bei 
4 °C gelagert. 

Einen Tag vor dem Schneiden wurde kontrolliert, dass der Kryostat bereits aktiviert und her-
untergekühlt war, damit eine Temperatur von -20 °C beim Schneidevorgang gewährleistet wer-
den konnte. Zudem mussten die Schneidemesser mit genügend zeitlichem Vorlauf in den Kry-
ostaten zum Abkühlen gelegt werden. 

Vor dem Prozess des Schneidens wurden die gefrorenen Proben mit den Zähnen für etwa 
zwei Stunden im Kryostaten bei -20 °C aufbewahrt, bis sie anschließend bei -20 °C geschnitten 
wurden. Die Aluminiumfolie wurde manuell entfernt. Die Zahnblöcke wurden mittels Tissue-
Tek® auf der Objektplatte in der Kryostatenkammer fixiert. Es folgte die Übertragung der Infor-
mationen der aufgeklebten Beschriftungen des Tissue-Tek®-Blocks in ein Protokollheft. Des 
Weiteren wurde im Protokollheft dokumentiert, welche Wellplatten einer Patientennummer zu-
gehörig sind. 

Die Objektplatte wurde anschließend in den Objektkopf eingespannt und sicher befestigt. Hier 
durfte es zu keinen Lockerungen kommen, um eine gleichmäßige Schnittdicke von 30 µm er-
zielen zu können. Außerdem wurde darauf geachtet, dass die Klinge zunächst beginnend an 
einer Kante des Blocks, diesen in diagonaler Richtung schneidet, um einen gleichmäßigen 
Schnitt zu erzielen. 

Vor dem Schneideprozess wurden die mit 0,1 M PBS gefüllten 24-er Wellplatten bis zum Er-
reichen der Solltemperatur in die Kryostatenkammer gestellt. 

Geschnitten wurde zunächst manuell per Handdrehung, bis die Zahnpulpa erkannt werden 
konnte. Sobald dies der Fall war, wurden die Schnitte gesammelt. Nach jedem Schnitt wurde 
dieser mit einem Pinsel, in die 24-er Wellplatten (gefüllt mit 0,1 M PBS, pH 7,4) überführt. Die 
Wellplatten dienten als Aufbewahrungsort für jeden einzelnen Schnitt, bei dem die Pulpa sicht-
bar war. Die Proben wurden bei 4 °C im Kühlschrank aufbewahrt. 

War das Ende der Pulpa eines Zahnes erreicht, wurde auch das Schneiden dieses Zahnes 
beendet. In Abhängigkeit von der Zahngröße, wurden durchschnittlich ca. 5-10 Wellplatten für 
einen Zahn benötigt. 
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Der jeweils erste Schnitt einer 24-er Wellplatte wurde zur histologischen Diagnose und zur 
Begutachtung der Kariesstadien einer H&E-Färbung unterzogen. Die Zähne wurden anhand 
dessen allgemein in die Kategorien gesund und kariös eingeordnet sowie in separaten Objekt-
trägerkästen aufbewahrt. Darüber hinaus fand eine weitere Selektion geeigneter Schnitte statt, 
die später für die immunhistochemische Färbung genommen werden konnten. Die restlichen 
Schnitte wurden weiterhin in der 0,1 M PBS-Lösung bei 4 °C gelagert.  

 

6.3.4 Hämatoxylin-Eosin-Färbung (H&E-Färbung) 

Die gesammelten Zähne wurden bereits nach der Extraktion klinisch begutachtet und eine 
Diagnose über das Kariesstadium getroffen. Für die späteren Färbungen, mussten jedoch die 
Zähne zusätzlich histopathologisch nach dem Schneiden, genau begutachtet werden, um eine 
exakte Kategorisierung in die Stadien (gesund, kariös) vornehmen zu können. 

Für die genaue histologische Diagnose der Tiefe der kariösen Läsionen an den genommenen 
Proben und für den Vergleich der verschiedenen Proben und späteren Färbungen, wurden die 
Schnitte zunächst mit einer Hämatoxylin-Eosin-Färbung gefärbt. Pro Zahn wurde der erste 
Schnitt jeder 24-er Wellplatte mit der H&E-Färbung behandelt.  

Zu Beginn wurden die Kryoschnitte der Zähne mithilfe eines Pinsels in Küvetten, mit destillier-
tem Wasser, gegeben und abschließend auf einen Objektträger aufgezogen (Kuithan, 2021). 
Dieser wurde anschließend bei Raumtemperatur (RT) über Nacht getrocknet und senkrecht in 
einem Objektträgerhalter gelagert (Kuithan, 2021). Pro Zahn wurden somit mehrere Schnitte 
aufeinanderfolgender Pulpabereiche auf einen Objektträger gezogen. Die Schnittanzahl ent-
sprach der Wellplattenanzahl pro Zahn. 

Für die H&E-Färbung wurden die Schnitte zunächst mit destilliertem Wasser für fünf Minuten 
bei RT gewaschen. Anschließend wurden sie bei RT mit der Hämatoxylin-Lösung nach Mayer 
für zehn Minuten behandelt. Diese Lösung färbt alle sauren und somit basophilen Strukturen 
(z.B.: DNA, Zellkerne, Ribosomen, rER (raues Endoplasmatisches Retikulum)) blau an. 

Nach der Färbung erfolgte eine Waschung für zehn Minuten in lauwarmem Leitungswasser, 
um die Färbung durch den dadurch gesteigerten pH-Wert zu verstärken. Hierfür wurden zwei 
Küvetten mit Leitungswasser gefüllt. Zunächst wurden die Objektträger für fünf Minuten in der 
ersten Küvette platziert. Ein Wechsel in die andere Küvette erfolgte danach für weitere fünf 
Minuten. Anschließend erfolgte die Inkubation der Schnitte mit der Eosin-Lösung unter dem 
Abzug für zehn Minuten bei RT. Der Farbstoff Eosin ist sauer und färbt somit Strukturen an, 
die basisch oder acidophil sind (z.B. Proteine im Zytoplasma, Mitochondrien, kollagene Struk-
turen).  

Daraufhin wurden die Schnitte erneut mit Aqua dest. für fünf Sekunden bei RT gewaschen. Es 
folgte die Entwässerung mit einer aufsteigenden Konzentrationsreihe von Ethanollösungen, 
von 50 % (für zehn Sekunden), zu 70 % (für 15 Sekunden), zu 80 % (für eine Minute), zu 90 
% (für fünf Minuten), zu 100 % (für fünf Minuten). Die Entwässerung mit absolutem, 100 %i-
gem Ethanol geschah zweimal je fünf Minuten.  

Um die Schnitte nachher mit Entellan™ einzudecken, müssen die Schnitte unter dem Abzug 
mit Xylol, das in Entellan™ löslich ist, behandelt werden. Dafür wurden die Schnitte in 100 %i-
gem Xylol-I und Xylol-II, für jeweils drei Minuten eingelegt. Hierdurch wurde gewährleistet, 
dass eine homogene Eindeckung mit Entellan™ möglich ist. 

Im letzten Schritt der Präparatherstellung wurden die Schnitte unter dem Abzug mit Entellan™ 
und einem Deckglas eingedeckt. Auf eine sorgfältige Eindeckung ohne Luftblasen wurde be-
sonderen Wert gelegt, um später eine genaue Datenerhebung durchführen zu können.  

Unter Lichtausschluss erfolgte die Aufbewahrung und Trocknung der Schnitte. Nach drei Ta-
gen wurden die Objektträger in einen Objektträgerkasten eingeordnet. 
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Die H&E-Schnitte konnten anschließend unter dem Lichtmikroskop histopathologisch unter-
sucht werden. Die gestellten Diagnosen wurden blind und zusätzlich von zwei weiteren Per-
sonen (J.s. und Y. K.) gestellt, ohne Kenntnis der bereits vorliegenden klinischen Diagnose, 
um eine mögliche Beeinflussung durch vorangegangene Ergebnisse ausschließen zu können. 
Zum Abschluss wurden die Ergebnisse schriftlich protokolliert. 

Im Anschluss darauf erfolgte die Auswahl der Schnitte für die IHC-Inkubationen in Bezug zum 
Ziel der Studie. Die ausgewählten Schnitte für die IHC-Färbung wurden mit 0,1 M PBS-Lösung 
in den 12-er Wellplatten bei +4 °C im Kühlschrank aufbewahrt. Die immunhistochemische Fär-
bung musste anschließend in den darauffolgenden sieben Tagen geschehen. War dies nicht 
möglich, wurde die Lösung (0,1 M PBS) einmal wöchentlich gewechselt. 

 

6.3.5  Spezifität der Antikörper 

Die Spezifität der Antikörper wurde bereits in anderen Studien mittels Westernblot-Methode 
und in KO-Mäusen untersucht und nachgewiesen: 

Der Antikörper Thy1/CD90 wurde als Marker für mesenchymale Stammzellen im Epineurium, 
Perineurium und Endoneurium charakterisiert (Richard et al., 2014, Carr et al., 2019, Joseph 
et al., 2004). CD90 wurde des Weiteren in Endothelzellen und in Perizyten nachgewiesen 
(Inoue et al., 2016, Pérez et al., 2022, Park et al., 2016).  

Der Antikörper CD34 diente ebenfalls als Marker für endoneuronale, mesenchymale Stamm-
zellen (Sidney et al., 2014, Richard et al., 2014, Carr et al., 2019). Es wurde in einem Review 
von Sidney et. al., 2014: „Concise Review: Evidence for CD34 as a Common Marker for Di-
verse Progenitors”; erläutert, dass CD34 als transmembranes Phosphoglykoprotein insbeson-
dere in hämatopoetischen Stamm- und Vorläuferzellen vorkommt. Außerdem wurden in der 
Literatur Lokalisationen in multipotenten mesenchymalen Stromazellen (auch in Osteozyten) 
und in Endothelzellen beschrieben, die unter anderem an der Angiogenese beteiligt sind 
(Sidney et al., 2014, Fina et al., 1990, Hristov and Weber, 2008). Des Weiteren diente CD34 
bereits als Marker für Perizyten und wurde in der Tunica Adventitia von Blutgefäßen beschrie-
ben (Lin and Lue, 2013, Wang et al., 2019, Traktuev et al., 2008). 

In dieser Studie wurden die Antikörper der folgenden Firmen verwendet: „Rabbit monoclonal 
Anti Thy1/CD90 (D3V8A) (#13801; Cell Signaling Technology)“ und „Rabbit monoclonal Anti 
CD34 (EPR2999) (ab110643; abcam)“.  

 

6.3.6 Methoden der Immunhistochemie (IHC) 

Bei den immunhistochemischen Inkubationen war darauf zu achten, dass die Farbstoffe licht-
geschützt aufbewahrt wurden, um eine mögliche Abschwächung oder gar Auslöschung der 
Färbungen zu verhindern. Es wurde zudem auf eine konstante RT von 20 °C bis 23 °C geach-
tet, da es sonst zu ungewollten Bindungen der Antikörper an anderen Stellen im Gewebe-
schnitt, zusätzlich zu den jeweiligen Epitopen, hätte kommen können. 

Zunächst wurde eine Verdünnungsreihe mit allen zu testenden Antikörpern an aufeinander 
folgenden Schnitten eines Molaren durchgeführt, um die richtige Antikörperkonzentration zu 
bestimmen. Es wurden Probeschnitte einer Wellplatte eines später IHC zu färbenden, gesun-
den Zahnes verwendet. 

Drei 12-er Wellplatten wurden hierfür benutzt. Jeweils die erste und dritte horizontale Reihe 
wurden mit PBS und den aufeinanderfolgenden Schnitten eines Zahnes einer 24-er Probe-
wellplatte gefüllt. In jeder Reihe wurde ein Antikörper in den folgenden Konzentrationen getes-
tet: 1:500/1:500, 1:800/1:500, 1:1000/1:500, 1:2000/1:500. Die beste Verdünnung jedes Anti-
körpers wurde für alle weiteren Untersuchungen genommen. Eine letzte Reihe der dritten 12-
er Wellplatte diente als Kontrolle.  
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Es wurden die folgenden Konzentrationen der Antikörper verwendet:  

 

Tabelle 1: Angewandte Konzentrationen bei der Inkubation mit den primären und sekundären Antikörpern  

Primärer 
Antikörper 

Verdünnung primärer 
Antikörper 

Verdünnung sekundä-
rer Antikörper 

Sekundärer  
Antikörper 

Rabbit monoclonal Anti 
Thy1/CD90 

1:500 1:500 Goat Anti-Rabbit IgG 
(H+L) 

Rabbit monoclonal Anti 
CD34 

1:800 1:500 Goat Anti-Rabbit IgG 
(H+L) 

 

6.3.6.1 Avidin-Biotin-Peroxidase-Complex Methode (ABC-Methode) 
Um die untersuchten Epitope (Antigene) nachzuweisen, wurden diese zunächst mittels der 
ABC-Methode immunhistochemisch dargestellt. Hierbei wurden die Schnitte zuerst mit den 
primären Antikörpern gegen CD90 und mit CD34 inkubiert. Danach inkubierte man die Proben 
mit dem biotinylierten sekundären Antikörper gegen Goat Anti-Rabbit IgG (Kufahl, 2017). Dann 
folgte die Inkubation der Schnitte mit dem Avidin-Biotin-Peroxidase-Complex. Um die Antigen-
Antikörperbindung darzustellen, wurden die Schnitte mit Diaminobinzidin (DAB)-Lösung be-
handelt. Die chromogene Färbung von Peroxidase im ABC-Komplex durch DAB zeigte die 
untersuchten Epitope (Abb. 6). 

 

 

Abbildung 6:  Schematische Darstellung der ABC-Methode: Avidin, Biotin und die exogene Peroxidase bilden 

einen Komplex. Mit der ABC-Methode bindet der primäre Antikörper zunächst an das untersuchte Epitop. Infolge-
dessen bindet der sekundäre Antikörper (dieser ist biotinyliert) an den primären Antikörper. Da Avidin eine starke 
Affinität an Biotin hat, bindet der Avidin-Biotin-Peroxidase-Komplex über Avidin an die biotinylierte Stelle des se-
kundären Antikörpers. Zuletzt wird die Peroxidase im ABC-Komplex, durch eine chromogene Reaktion des DAB-
Substrates, sichtbar gemacht. 

 

Zunächst erfolgte die Untersuchung mit histologisch als gesund diagnostizierten Zähnen. Je-
dem Antikörper wurde eine 12-er Wellplatte, die mit dem Antikörper beschriftet wurde, zuge-
teilt. Die 12-er Wellplatten wurden mit den zu untersuchenden Zahnschnitten, die aus einer 
vorher histologisch ausgesuchten 24-er Wellplatte stammten, sowie mit PBS-Lösung befüllt. 
Jeder Schnitt einer Wellplatte sollte infolgedessen mit jeweils einem anderen Antikörper be-
handelt werden. Am Ende konnten somit an aufeinander folgenden Schnitten, mikroskopisch 
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die Färbungen unterschiedlicher Strukturen diagnostiziert werden. Schnittnummer und Zahn-
nummer wurden auf den Wellplatten für jede Probe dokumentiert. Eine 12-er Wellplatte diente 
als Kontrolle. 

Der gleiche Ablauf wurde für die Untersuchung der kariösen Zähne durchgeführt 

Zu Beginn der ABC-Methode wurden die beschrifteten 12-er Wellplatten, mit den ausgewähl-
ten Zahnschnitten in 0,1 M PBS-Lösung, an zwei aufeinanderfolgenden Tagen mit unter-
schiedlichen Lösungen freischwimmend inkubiert. Die Inkubationen fanden jeweils bei RT auf 
einem Schüttler statt und für jeden Schnitt wurde jeweils 1 ml Lösung pipettiert. 

Am ersten Tag erfolgte zunächst zweimal ein fünfminütiger Waschvorgang mit 0,05 M TBS 
mit einem pH-Wert von 7,6. Anschließend wurde zum Waschen 0,3 %iges H2O2 und 0,05 M 
TBS in die Wellplatten gegeben. Die Reaktion lief 20 Minuten lang im Dunkeln ab, damit die 
endogene Peroxidase gehemmt und blockiert werden konnte. Somit wurde verhindert, dass 
es später nicht zu falsch positiven Färbungen durch eine mögliche Bindung der DAB-Substanz 
an die endogene Peroxidase des gesamten Gewebes im Schnitt kam. 

Es folgten zwei weitere Waschvorgänge für jeweils fünf Minuten mit 0,05 M TBS bei einem 
pH-Wert von 7,6 und eine anschließende 30-minütige Behandlung mit 0,25 % Triton™ X-100 
und 0,05 M TBS. Triton™ X-100 diente als Tensid, um Oberflächenspannungen, die durch die 
Verwendung von den hier verwendeten wässrigen Lösungen entstanden sind, herabzusetzen. 
Damit wurde den Antikörpern ein leichterer Zugang zu Ihren Epitopen ermöglicht. Triton™ X-
100 permeabilisiert die Schnitte, um die Epitope vor allem in der Extrazellulärmatrix der Zell-
membran und im Zellkern für den Antikörper freizulegen.  

Ein weiterer zweimaliger Waschvorgang folgte für jeweils fünf Minuten mit 0,05 M TBS mit 
einem pH-Wert von 7,6 und eine weitere Behandlung mit den Blockierungspuffern: 2 % bovine 
serum albumin (BSA) sowie 5 % normal goat serum (NGS) in 0,05 M TBS für 30 Minuten, um 
unspezifische Bindungen von Immunglobulinen zu vermeiden. Der sekundäre Antikörper sollte 
sich ausschließlich an den primären Antikörper binden. Durch die Behandlung der Schnitte mit 
der Serumart des Tieres, in der der sekundäre Antikörper hergestellt wurde, wird die Blockade 
möglicher anderer Bindungsstellen im Gewebe für den sekundären Antikörper gewährleistet.  

In den letzten fünf bis zehn Minuten des letzten Schrittes wurden die primären Antikörper mit 
0,05 M TBS pH 7,6 verdünnt (Verdünnungen: CD34 (1:800), Thy/CD90 (1:500)). Nach der Be-
handlung der Schnitte mit dem Blockierungspuffer wurden die Schnitte nicht gewaschen, statt-
dessen erfolgte die Inkubation mit dem primären Antikörper. Um die Hintergrundfärbung zu 
reduzieren, wurden pro Schnitt ca. zwei Tropfen (5 % NGS + 2 % BSA) hinzugefügt. Für fünf-
zehn Minuten wurden die Schnitte so bei RT behandelt und im Anschluss im Kühlraum bei 
4 °C auf einem Schüttler über Nacht inkubiert.  

Zu Beginn des zweiten Tages wurden zunächst die Schnitte ebenfalls zweimal für 15 Minuten 
in 0,05 M TBS mit einem pH-Wert von 7,6 gewaschen (Kuithan, 2021). In den letzten 15 Mi-
nuten des Waschvorganges fand die Verdünnung des sekundären Antikörpers in 0,05 M TBS 
statt (Verdünnung: Goat Anti-Rabbit IgG (H+L) Biotinylated (Vector laboratories) (1:500)) 
(Kufahl, 2017). Die Inkubation der Schnitte mit dem sekundären Antikörper geschah für eine 
Stunde ebenfalls auf dem Schüttler bei RT.   

Nach einer halben Stunde wurde begonnen den ABC-Komplex in 0,05 M TBS-Lösung in Roll-
randgläschen mit einer Verdünnung von 1:160 anzusetzen. Das Gemisch wurde unter Licht-
ausschluss auf den Schüttler gestellt. 

Es folgte eine weitere Wäsche (zweimal für 15 Minuten) mit 0,05 M TBS mit einem pH-Wert 
von 7,6. Die anschließende, einstündige Inkubation der Schnitte mit dem Avidin-Biotin-Peroxi-
dase-Komplex (verdünnt in 0,05 M TBS) geschah im Dunkeln. Zwei weitere Wäschen mit 0,05 
M TBS (pH-Wert: 7,6) unter Lichtausschluss folgten (Kuithan, 2021). Die Wäschen dauerten 
jeweils 15 Minuten. 
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In den letzten 15 Minuten wurde die DAB-Lösung unter Lichtausschluss hergestellt. Für 50 ml 
wurden somit 50 ml 0,05 M Tris-HCl Lösung mit einer DAB-Tablette versetzt. Diese wurde 
eingerührt. Im Anschluss erfolgte die Filtration der Lösung. Zugegeben wurden schließlich 
50 μl Nickelsulfatlösung (13 mg/100 ml) sowie 6,5 μl 30 %igen Wasserstoffperoxids. Nach ei-
ner zweiminütigen Wartezeit wurde die Lösung sofort verwendet. 

Die Inkubation der Zahnschnitte mit der hergestellten DAB-Lösung geschah für bis zu 20 Mi-
nuten auf dem Schüttler bei RT. Es wurde für jeden Antikörper seine individuelle Entwicklungs-
zeit anhand der gewünschten Färbungsintensität bestimmt. Die Entwicklungszeit für die Be-
handlung mit der DAB-Lösung musste für jeden einzelnen Antikörper in allen nachfolgenden 
immunhistochemischen Inkubationen immer gleich gehalten werden. Dies ermöglichte gleiche 
Bedingungen für eine optimale Vergleichbarkeit der Färbungsintensitäten von unterschiedli-
chen Antikörpern miteinander. 

Ein weiterer Waschvorgang mit Aqua dest. folgte zweimal für 15 Minuten. Es wurde hier expli-
zit darauf geachtet, dass keine Wäsche mit 0,05 M TBS erfolgte, da dies zu einer Abschwä-
chung der Nickelsulfatwirkung hätte führen können. 

Vor der Eindeckung wurde eine Küvette mit destilliertem Wasser gefüllt, in die ein Schnitt, mit 
der Hilfe eines Pinsels, aus den 12-er Wellplatten entnommen und in eine Küvette übertragen 
wurde. Einer der beschriebenen Objektträger konnte nun in das destillierte Wasser gehalten 
werden. Mit dem Pinsel wurde im Anschluss vorsichtig der Zahnschnitt auf den Objektträger 
aufgezogen. Zum Schluss wurde der Objektträger bei RT für eine Stunde bei warmer Hei-
zungsluft getrocknet und in einer Objektträger-Halterungsvorrichtung aufbewahrt. Alle weite-
ren Schnitte für die IHC-Inkubationen wurden ebenfalls so behandelt. 

Unter dem Abzug folgte dann die Dehydrierung mit Ethanol für jeweils drei Minuten in den 
aufsteigenden Konzentrationen 70 %, 80 %, 90 % und 100 %. Die Entwässerung mit absolu-
tem, 100 %igem Ethanol geschah zweimal.  

Die anschließende dreiminütige Klärung der Schnitte auf den Objektträgern erfolgte mit Xylol-
I und Xylol-II (Kufahl, 2017). Zum Schluss wurden die Schnitte mit Entellan™ eingedeckt 
(Kufahl, 2017).  

Ein weiteres Mal wurde darauf geachtet, keine Luftbläschen beim Eindecken entstehen zu 
lassen, um die Schnitte später optimal beurteilen zu können. 

Die Präparate wurden lichtgeschützt bei RT aufbewahrt. Nach drei Tagen konnten sie mikro-
skopiert werden. 

Die Begutachtung der Präparate unter dem Mikroskop erfolgte blind von zwei erfahrenen Wis-
senschaftlern (Y.K., J.S.).  

Bei allen IHC-Inkubationen wurde pro-Zahnreihe auch ein Schnitt für die immunhistochemi-
sche Kontrolle verwendet (Kuithan, 2021). Um die Spezifität der sekundären Antikörper und 
der immunhistochemischen Reagenzien (BSA, NGS, 30%iges H2O2) zu testen, wurden nur 
die primären Antikörper in den IHC-Kontroll-Inkubationen ausgelassen (Kuithan, 2021). Die 
Kontrollschnitte wurden dann bei allen weiteren Inkubationsschritten der IHC gleich behandelt.  

 

6.3.7 Quantifizierung der Resultate und Statistik  

Zur Analyse der Expressionsmuster der einzelnen Stammzellmarker wurden die Färbungsin-
tensitäten von Blutgefäßen und Perizyten mittels Densitometrie bestimmt und anschließend 
statistisch ausgewertet. 
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6.3.7.1 Messung der immunhistochemischen Färbungsintensitäten (= Densitometrie) 
Für die Messung der immunhistochemischen Färbungsintensitäten wurden zunächst Bilder 
der Präparate, die mit der ABC-Komplexmethode angefärbt wurden, angefertigt. Es wurde 
hierbei eine Kamera (Leica DFC 295) verwendet, die an einem Lichtmikroskop der Marke Leica 
(IDENT-Nr. 116217) angeschlossen wurde. Die Vergrößerung der untersuchten subzellulären 
Regionen, wurde mit einem 40x-Objektiv und dem Programm LAS V3.6 aufgenommen. Um 
die Färbungsintensitäten zu messen, wurde die ImageJ Software (V1.54k) verwendet. 

Die Analyse der immunhistochemischen Färbungsintensitäten wurde unabhängig voneinander 
an Blutgefäßen und Perizyten durchgeführt, um eine Differenzierung der Densitometrischen 
Befunde sowie eine jeweils separate statistische Auswertung vornehmen zu können. 

Die Auswertung der Färbungsintensitäten wurde wie folgt durchgeführt: Zunächst wurden Prä-
parate von gesunden und entzündeten Molaren bestimmt. Es wurde pro Schnitt jeweils ein 
Bild mit 40-facher Vergrößerung außerhalb des Zahnschnittes (am Objektträgerrand) erstellt 
und ein Bild in der zu interessierenden Region (mit Darstellung der Blutgefäße bzw. mit Dar-
stellung der Perizyten). In jedem Bild wurden jeweils drei unterschiedliche Flächen bestimmt, 
um mit dem Programm ImageJ die gemittelte Färbungsintensität des jeweiligen Bildausschnit-
tes zu bestimmen. In dem Bild mit der Darstellung von Blutgefäßen bzw. der Perizyten wurde 
darauf geachtet, Bereiche zu messen, in denen Blutgefäße bzw. Perizyten abgebildet wurden.  

Von den drei Werten des jeweiligen Bildes wurde der Mittelwert (die densitometrische Einheit 
(DE) des Bildes) bestimmt. Der Mittelwert des Bildes außerhalb des Zahnschnittes stellte den 
Grauwert des Hintergrundes (GHi) dar. Der Mittelwert des Bildes mit der zu interessierenden 
Region, stellte die Färbungsintensität der Blutgefäßfärbung (FiBG) bzw. die Färbungsintensität 
der Perizytenfärbung (FiP) dar. Es wurde im Anschluss der Mittelwert der Blutgefäßmessung/ 
Perizytenmessung von dem Mittelwert der Hintergrundfärbung abgezogen, um die jeweilige 
Färbungsintensität, abzüglich der Hintergrundfärbung, pro Schnitt und Färbung bestimmen zu 
können (Abb. 7, Abb. 8).  

 

Abbildung 7: Schaubild zur densitometrischen Analyse der Blutgefäßfärbung. Bestimmung der densitometrischen 
Werte von drei Stichproben eines Bildausschnittes (x+y+z). (DE): Densitometrische Einheit. (Roter Kasten): Fär-
bungsintensität der Blutgefäßfärbung (FiBG) als Mittelwert aus x, y, z. (Blauer Kasten): Grauwert des Hintergrun-
des (GHi) als Mittelwert aus x, y, z. Von dem Minuenden (GHi) wird zur Bestimmung der Differenz (jeweilige 
Färbungsintensität) der Substrahend (FiBG) abgezogen. 
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Abbildung 8: Schaubild zur densitometrischen Analyse der Perizytenfärbung. Bestimmung der densitometrischen 
Werte von drei Stichproben eines Bildausschnittes (x+y+z). (DE): Densitometrische Einheit. (Roter Kasten): Fär-
bungsintensität der Perizytenfärbung (FiP) als Mittelwert aus x, y, z. (Blauer Kasten): Grauwert des Hintergrundes 
(GHi) als Mittelwert aus x, y, z. Von dem Minuenden (GHi) wird zur Bestimmung der Differenz (jeweilige Fär-
bungsintensität) der Substrahend (FiP) abgezogen. 

 

Somit wurden die Färbungsintensitäten von CD34 und CD90 von sechs gesunden und sechs 
entzündeten Molaren unterschiedlicher Patienten ermittelt. Es folgte die statistische Auswer-
tung der erhobenen Daten, um zu ermitteln, ob es zu einer Intensitätssteigerung der Färbun-
gen bei einer Entzündung des Zahnes kommt. 

 

6.3.7.2 Statistische Analyse  
Eine statistische Analyse der Densitometrie wurde durchgeführt, um Unterschiede in der Ex-
pression von CD34 und CD90 bei gesunden und kariösen Zähnen zu untersuchen. Die Nor-
malverteilung wurde mithilfe von Q-Q-Plots visuell überprüft. Es wurden unabhängige t-Tests 
durchgeführt, um die Mittelwerte von CD34 und CD90 zwischen beiden Gruppen zu verglei-
chen. Die t-Tests waren einseitig und testeten die Hypothese, dass gesunde Zahnproben nied-
rigere Mittelwerte der CD34 und CD90 Expression aufwiesen als kariöse Zähne. Um zu testen, 
ob die Unterschiede zwischen den Gruppen signifikant waren, wurde ein Signifikanzwert von  
p ≤ 0,05 berücksichtigt. Alle Analysen wurden mit RStudio (RStudio PBC, Boston, USA, 
2024.4.2.764) durchgeführt. Das Signifikanzniveau wurde auf p ≤ 0,050 festgelegt. 

Um die Unterschiede zwischen den beiden Gruppen in Bezug auf die Stammzellmarker zu 
untersuchen, wurde eine zweifach gemischte Varianzanalyse (ANOVA) mit der Gruppe (ge-
sunde vs. kariöse Patienten) und dem Proteintyp (CD34 und CD90) als Faktoren durchgeführt. 
Um wiederholte Messungen innerhalb der Teilnehmer zu berücksichtigen, wurde ein Fehler-
term für die ID zwischen den Proteinmessungen einbezogen. Es wurden paarweise Post-hoc-
Vergleiche unter Verwendung geschätzter marginaler Mittelwerte (emmeans) mit Bonferroni-
Anpassung durchgeführt, um Unterschiede zwischen beiden Gruppen für jeden Proteintyp ein-
zeln zu untersuchen. 
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Die statistische Analyse wurde im Bezug zu den Färbungsintensitäten der Blutgefäße und im 
Bezug zu den Färbungsintensitäten der Perizyten jeweils getrennt durchgeführt. 
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7 Ergebnisse 

Es ist bekannt, dass in der Zahnheilkunde Unterschiede zwischen der gestellten klinischen 
Diagnose und den histopathologischen Befunden eines gesunden oder entzündeten Zahnes 
bestehen können. Eine sichere Diagnose kann nur histopathologisch gestellt werden. Basie-
rend auf dieser Tatsache wurden alle Zahnproben dieser Studie klinisch und zusätzlich histo-
pathologisch charakterisiert. Hierfür wurden die Zähne mit Hämatoxylin und Eosin gefärbt.  

 

7.1 Hämatoxylin-Eosin-Färbung und histopathologische Diagnose  

Alle angefertigten Schnitte eines Zahnes wurden in durchschnittlich sechs 24-er Wellplatten 
gesammelt. Der erste Schnitt jeder 24-er Wellplatte wurde mittels HE-Färbung untersucht. So-
mit wurden pro Zahn etwa sechs bis zehn Schnitte mit gleichem Schnittabstand histopatholo-
gisch charakterisiert. Die histopathologische Auswertung der Schnitte wurde von zwei Wissen-
schaftler/innen (Y.K, J.S.) durchgeführt. Nach der Bestimmung der histopathologischen Diag-
nose erfolgte die Auswahl der Wellplatten mit geeigneten Schnitten für die IHC-Färbungen. 

 

7.1.1 Histopathologische Diagnose der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit  

Die gesunde Dentin-Pulpa-Einheit stellte sich im histologischen Bild wie folgt dar: Durch die 
durchgeführte Entkalkung fehlt der Zahnschmelz. Das Dentin umgibt die Pulpa von peripher. 
Man kann eine Einteilung des Dentins in die unterschiedlichen Dentinarten vornehmen: Das 
Primärdentin zeigt eine starke Eosin-Färbung. Unterhalb des Primärdentins ist die Sekundär-
dentinschicht mit einer hellen Eosin-Färbung zu erkennen. 

Die Pulpa grenzt direkt mit einem Saum aus sich basophil darstellenden Odontoblasten an 
das Prädentin. Ausgehend von den Odontoblasten kann man histologisch ein dünnes Strei-
fenmuster innerhalb des Dentins erkennen, welches aufgrund der Odontoblastenfortsätze und 
Dentinkanälchen hervorgerufen wird und sich bis zur Schmelz-Dentingrenze erstreckt.  

Unterhalb der Odontoblastenschicht befindet sich eine zellarme Zone (Weil´sche-Zone), an 
die die zellreiche Zone (bipolare Zone) grenzt. In unmittelbarer Nähe der bipolaren Zone be-
findet sich der Raschkowsche Nervenplexus sowie der subodontoblastische Kapillarplexus 
(Abb. 9).  

Die Färbung der Pulpa ist homogen.  
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Abbildung 9: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit mit Hämatoxylin-Eosin-Färbung. Entkalkter Schnitt. 

(A) Gesunder Zahn im Längsschnitt, 10x Vergrößerung, Messbalken= 100 µm. Das Dentin umgibt die Pulpa von 
peripher. An das Sekundärdentin (sd), welches sich im Laufe des Lebens bildet, ist das hypomineralisierte 
Primärdentin (pd) nach zentral hin angelagert. Es umgibt die dentale Pulpa (dp) zirkulär und steht mit ihr über 
den Odontoblastensaum (o) in Kontakt.  
 

(B) 20x vergrößerter Ausschnitt der Dentin-Pulpa-Grenze (*), Messbalken= 50 µm. Unterhalb des Odontoblasten-
saumes schließen sich die zellarme (Weil´sche-) Zone (zaz) und die zellreiche Zone (zrz) an.  

 

In vielen Schnitten wich die klinisch gestellte Diagnose eines gesunden Zahnes von der histo-
pathologisch festgestellten Diagnose ab. So wurden beispielsweise unter den ersten 27 H&E 
gefärbten Zähnen (die klinisch als gesund diagnostiziert wurden) lediglich sechs als histolo-
gisch gesund befunded. Die anderen Zähne wiesen Kriterien der Odontoblastendegeneration 
(OD) auf. Zur genaueren Definition der Odontoblastendegeneration wurde die Einteilung von 
Chlopek „Subzelluläre Expression und Phosphorylierung der ERK1/2 in gesunden und dege-
nerierten humanen Odontoblasten mit der Berücksichtigung einer neuen Klassifizierung der 
Odontoblastendegeneration“ modifiziert und erweitert (Chłopek, 2018): 
 

Tabelle 2: Einteilung der Odontoblastendegeneration, modifiziert nach Chlopek (2018) 

Grad Charakteristika Beispiel 
gesund Strukturelle Ordnung der einzelnen Zellschichten (Den-

tin, Prädentin (pd), 
Odontoblastenschicht (o), zellarme Zone (zaz), zellrei-
che Zone (zrz) und dentale Pulpa). 

 

A 

B 



 

41 
 

OD I Einzelne Vakuolen in der Odontoblastenschicht – an 
einer Wand, ggf. Hyperämie. 

 
OD II a Einzelne Vakuolen in der Odontoblastenschicht – an 

zwei Wänden. 

 
OD II b Vermehrtes Auftreten größerer Vakuolen – an drei 

Wänden. 

 
OD III a Viele, große Vakuolen – an mehr als drei Wänden  
OD III b Große Vakuolen an allen Wänden, die zelluläre Ord-

nung ist nicht mehr erkennbar (keine zellreiche-/zell-
arme Zone). 

 
Nekrose Die Zellen der Pulpa sind untergegangen, teils finden 

sich große zellleere Bereiche, Zelldetritus ist zu erken-
nen 

 

 

7.1.2 Histopathologische Diagnose der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit  

Die entzündete Dentin-Pulpa-Einheit stellte sich entsprechend der verschiedenen Dentinkari-
esstadien (initiale Dentinkaries, Dentinkaries, tiefe Dentinkaries) unterschiedlich histopatholo-
gisch dar. 

 

7.1.2.1 Die Entzündung der dentalen Pulpa bei einer initialen Dentinkaries  
Histologisch lässt sich eine Hyperämie erkennen, die sich im Vergleich zum gesunden Präpa-
rat darstellt. Die Vasodilatation dient der Permeabilitätserhöhung zwischen den Endothelzellen 
der Kapillaren. Es kommt infolgedessen zu einer Plasmaexsudation. Neutrophile Granulozyten 
sowie Entzündungsmediatoren können in das umliegende Gewebe gelangen und eine Immun-
antwort hervorrufen (Abb. 10). 
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Abbildung 10: Histopathologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit mit Hämatoxylin-Eosin-Färbung. Entkalkter 
Schnitt, 40x Vergrößerung, Messbalken= 25 µm. Odontoblasten (o), zellarme Zone (zaz), zellreiche Zone (zrz), 
hyperämische Blutgefäße (*). 

 

7.1.2.2 Entzündung der dentalen Pulpa bei einer Dentinkaries  
Es kommt infolge der Dentinkaries zu einer akuten Entzündung sowie einer neurogenen Ent-
zündung. Die Vasodilatation führt zu einer Permeabilitätssteigerung der Gefäße mit Plasma-
exsudation. Der Gewebsdruck steigt, dadurch nimmt jedoch die Blutzufuhr in die Pulpa ab. Es 
kommt zur Infiltratbildung im Koronal- und Wurzelbereich, man spricht auch von einer Pulpitis 
acuta serosa partialis oder radicularis (im Wurzelbereich). 

Neutrophile Granulozyten und Makrophagen können migrieren und sich in der Entzündungs-
region ansammeln. Dendritische Zellen erkennen pathogene Strukturen und sind in der Lage, 
Peptide auf ihrer Oberfläche mittels des MHC-Komplexes zu präsentieren. Nach dem Kontakt 
mit dem Pathogen, wandern sie in den nächstgelegenen Lymphknoten und induzieren über T-
Zellen eine Immunantwort, die infolgedessen zum Ort des Geschehens wandern, um die bak-
terielle Infektion abzuwehren und zu eliminieren (Abb. 11). 

 

 

Abbildung 11: Histopathologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit mit Hämatoxylin-Eosin-Färbung.  Entkalkter 
Schnitt, 20x Vergrößerung, Messbalken= 50 µm. Odontoblasten (o), hyperämische Blutgefäße (#), Erythrozyten 
(°°), Entzündungszellinfiltrat (*), dentale Pulpa (dp). 
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7.1.2.3 Entzündung der dentalen Pulpa bei einer tiefen Dentinkaries  
Zusätzlich zu den oben genannten Punkten der akuten Entzündung ist die tiefe Dentinkaries 
mit einer chronischen Entzündung assoziiert. Es liegt somit eine akute und eine chronische 
Entzündungsregion vor. Zusätzlich zu den oben aufgezählten Zelltypen kommen nun auch 
vermehrt Mastzellen und Plasmazellen im Gewebe vor. Es kann zur purulenten Infiltratbildung 
im Koronal- und/oder Wurzelbereich kommen. Dann wird von einer Pulpitis acuta purulenta 
partialis oder pulpits acuta purulenta radicularis gesprochen. 

 

8 Ergebnisse der ABC-Methode 

Durch die ABC-Methode sollten die Lokalisation der Stammzellmarker CD90 und CD43 näher 
bestimmt und deren Expression im gesunden und entzündeten Gewebe anschließend densi-
tometrisch sowie statistisch untersucht werden.  

 

8.1 Expressionsmuster und Lokalisation von Thy1/CD90 und CD34 in Zel-
len der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit  

 

Abbildung 12: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit. (A) HE-Färbung. (B) Immunhistochemische Färbung 
mit CD90. (C) Immunhistochemische Färbung mit CD34. (D) Kontrollschnitt. Entkalkter Schnitt. 10x Vergrößerung, 
Messbalken= 100 µm. Aufeinanderfolgende Schnitte. 

 

A B 

C D 
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Thy1/CD90 wird als mesenchymaler Stammzellmarker betrachtet. Aufgrund dessen wurde in 
der vorliegenden Studie die Expression von Thy1/CD90 in Stammzellen (einschließlich endo-
neuronaler Stammzellen), die auch in Nervenfaserbündeln der Dentin-Pulpa-Einheit vorkom-
men, untersucht. Des Weiteren ist bekannt, dass CD90 in Endothelzellen exprimiert ist und bei 
der Angiogenese eine Rolle spielt (Pérez et al., 2022, Brenet et al., 2020, Schubert et al., 2013, 
Schubert et al., 2011). Auch eine mögliche Beteiligung bei der Hartgewebsbildung wird disku-
tiert (Svandova et al., 2023, Hosoya et al., 2012, Leyton et al., 2019). 

Bei den Untersuchungen wurde insbesondere eine Färbung in Blutgefäßen und Perizyten 
nachgewiesen (Abb.16). In einer Subpopulation von Zellen innerhalb der Nervenfaserbündel 
war ebenfalls CD90 nachzuweisen (Abb. 15). Die Odontoblasten wiesen ebenso eine leichte 
Färbung auf (Abb. 12). In Blutgefäßen und Nervenfaserbündeln wurde Thy1/CD90 ebenfalls 
deutlich exprimiert (Abb. 13, Abb. 15). 

 

 

Abbildung 13: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit. Immunhistochemische Färbung mit CD90. Entkalk-
ter Schnitt. Prädentin (pd), Odontoblasten (o), zellarme Zone (zaz), zellreiche Zone (zrz), Nervenfasern und Ner-
venfaserbündel (*), Blutgefäße (#). 

(A) Übersichtsaufnahme in 20x Vergrößerung, Messbalken= 50 µm: In der dentalen Pulpa sind einige Nervenfasern 
und Nervenfaserbündel (*) erkennbar, die in Richtung der koronalen Pulpa ziehen. Es ist der subodontoblastische 
Plexus in der zellreichen Zone (zrz) erkennbar. 

(B und C) Vergrößerung jeweils eines zentralen Ausschnittes in 40x Vergrößerung, Messbalken= 25 µm: Deutlich 
ist eine Färbung der Blutgefäße (#) erkennbar. Die Nervenfasern und Nervenfaserbündel (*) begleiten diese teil-

weise.  

 

Die Expression von CD34 wurde in Blutgefäßen, die oft in Begleitung von dicken und dünnen 
Nervenfaserbündeln vorkamen, mit unterschiedlichen Färbungsintensitäten detektiert. Einige 
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Blutgefäße wiesen eine deutlich schwächere Färbung auf als andere. Es konnte bei einer 40-
fachen Vergrößerung eine Färbung von Perizyten erkannt werden (Abb.16). Auch in zellulären 
Strukturen, in denen Nervenfasern und Blutgefäße in enger räumlicher Beziehung standen, 
wurde eine Immunreaktivität für CD34 identifiziert. Teilweise wurden auch Nervenfasern und 
Nervenfaserbündel angefärbt. In den abgebildeten Nervenfaserbündeln war sowohl für CD90 
als auch für CD34 eine Subpopulation stärker gefärbter Zellen erkennbar (Abb. 14, Abb. 15).  

 

 

Abbildung 14: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit. Immunhistochemische Färbung mit CD34. Entkalk-
ter Schnitt. Sekundärdentin (sd), Prädentin (pd), Odontoblasten (o), zellarme Zone (zaz), zellreiche Zone (zrz), 
dentale Pulpa (dp), Nervenfasern und Nervenfaserbündel (*), Blutgefäße (#). 

(A und B) Übersichtsaufnahme mit 10x Vergrößerung, Messbalken= 100 µm: In der dentalen Pulpa sind die Blut-
gefäße (#) deutlich angefärbt. Sie verjüngen sich in Richtung der Odontoblastenschicht.  

(C) 40x Vergrößerung eines zentralen Ausschnittes in der dentalen Pulpa, Messbalken= 25 µm: Deutlich ist eine 
Färbung der Blutgefäße (#) erkennbar. Die Nervenfaserbündel (*) begleiten diese teilweise.  

(D und E) (D) 20x Vergrößerung, Messbalken= 50 µm, (E) 40x Vergrößerung eines Ausschnittes der Dentin-Pulpa-
Grenze, Messbalken= 25 µm: Die Blutgefäße (#) ziehen in Richtung der Odontoblastenschicht und bilden einen 

Kapillarplexus auf Höhe der zellreichen Zone. 
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Abbildung 15: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit. Immunhistochemische Färbung mit CD90 (A) und 

CD34 (B) am selben Zahn. Entkalkter Schnitt. 40x Vergrößerung, Messbalken= 25 µm. 

(A) CD90: Deutlich ist der Verlauf eines Nervenfaserbündels in der oberen Bildhälfte zu erkennen. Ein Blutgefäß 
ist ebenfalls angeschnitten. Eine Subpopulation von Zellen innerhalb des Nervenfaserbündels erscheint intensiver 
gefärbt (*). 

(B) CD34: Ein breites Blutgefäß und eine Kapillare werden von einem Nervenfaserbündel begleitet. Eine Subpopu-
lation von Zellen innerhalb des Nervenfaserbündels ist deutlich intensitätsstärker (*). 

 

 

Abbildung 16: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit. Immunhistochemische Färbung mit CD90 (A) und 

CD34 (B). Entkalkter Schnitt. 40x Vergrößerung, Messbalken= 25 µm. 

(A) CD 90: Darstellung von Kapillaren mit Perizyten (*). 

(B) CD34: Darstellung von Kapillaren mit Perizyten (*). 

 

In den Kontrollschnitten wurde lediglich eine schwache Hintergrundfärbung detektiert (Abb. 
17). 

 

B A 
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Abbildung 17: Histologie der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit. Kontrollschnitt. Entkalkter Schnitt, 10x Vergröße-
rung, Messbalken= 100 µm. Prädentin (pd), Odontoblasten (o), zellarme Zone (zaz), zellreiche Zone (zrz), dentale 
Pulpa (dp). Dargestellt ist eine leichte Hintergrundfärbung der Odontoblastenschicht. 

 

8.2 Expressionsmuster und Lokalisation von Thy1/CD90 und CD34 in Zel-
len der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit  

 

Abbildung 18: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. (A) HE-Färbung. (B) Immunhistochemi-

sche Färbung mit CD90. (C) Immunhistochemische Färbung mit CD34. (D) Kontrollschnitt. Entkalkter Schnitt. 10x 
Vergrößerung, Messbalken= 100 µm. Aufeinanderfolgende Schnitte. 

 

A B 

C D 
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Abbildung 19: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. (A) HE-Färbung. (B) Immunhistochemi-

sche Färbung mit CD90. (C) Immunhistochemische Färbung mit CD34. (D) Kontrollschnitt. Entkalkter Schnitt. 10x 
Vergrößerung, Messbalken= 100 µm. Aufeinanderfolgende Schnitte. 

 

Blutgefäße und Nervenfasern der entzündeten dentalen Pulpa zeigten insgesamt eine Zu-
nahme der Expression für CD90, verglichen mit den Färbungsintensitäten der gesunden Pulpa 
(Abb. 24). Perizyten wurden ebenfalls stärker angefärbt (Abb. 25). Insbesondere unterhalb der 
Läsionsstelle ist eine Intensitätszunahme in der Nähe der teilweise degenerierten Odontoblas-
tenschicht erkennbar. Des Weiteren ist eine Zunahme der Nervenfaser- und Blutgefäßanzahl 
direkt unterhalb der Läsionsstelle auffällig. Die Odontoblastenschicht und die Subodontoblas-
tenschicht erscheinen stark gefärbt (Abb. 20, 21). 

 

A B 

C D 
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Abbildung 20: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Immunhistochemische Färbung mit CD90. 
Entkalkter Schnitt. Prädentin (pd), Odontoblasten (o), degenerierte Odontoblasten (do), Nervenfasern und Nerven-
faserbündel (*), Blutgefäße (#), Erythrozyten (°°). 

(A) Übersichtsaufnahme in 10x Vergrößerung, Messbalken= 100 µm: In der Odontoblastenschicht (o) befinden sich 
vereinzelt große, degenerierte, ballonierte Odontoblasten (do). Eine Einblutung in dieser Schicht bis in die dentale 
Pulpa sind erkennbar (°°). Es sind Nervenfasern (*) und Blutgefäße (#) angefärbt. Die Nervenfaseranzahl (*) er-
scheint im Vergleich zum gesunden Zahn gestiegen zu sein. Die Nervenfasern (*) ziehen aus der Pulpa in Richtung 
der Odontoblastenschicht (o). Die Odontoblastenschicht (o) und sie Subodontoblastenschicht sind stark gefärbt. 

(B und C) Die Vergrößerung ((B): 20x, Messbalken= 50 µm. (C): 40x, Messbalken= 25 µm) zeigt die Anfärbung 
von Blutgefäßen (#) und Nervenfasern (*) sowie die ballonierten Odontoblasten (do). Die Blutgefäße (#) befinden 
sich oft in Begleitung von Nervenfasern (*). 

 

 

 



 

50 
 

Abbildung 21: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Immunhistochemische Färbung mit CD90. 
Entkalkter Schnitt. Prädentin (pd), Odontoblasten (o), degenerierte Odontoblasten (do), Nervenfasern und Nerven-
faserbündel (*), Blutgefäße (#), Erythrozyten (°°). 

(A) Übersichtsaufnahme in 10x Vergrößerung, Messbalken= 100 µm: In der Odontoblastenschicht (o) befinden 
sich vereinzelt große, degenerierte, ballonierte Odontoblasten (do). Einblutungen in dieser Schicht bis in die dentale 
Pulpa sind erkennbar (°°).  

(B und C) Die Vergrößerung ((B): 20x, Messbalken= 50 µm. (C): 40x, Messbalken= 25 µm) zeigt die Anfärbung 
von Blutgefäßen (#) und Nervenfasern (*), die oft einen gemeinsamen Weg beschreiben. 

 

Insbesondere CD34 wies eine Intensitätszunahme der Färbung in Blutgefäßen und Perizyten 
auf (Abb. 25). Teilweise waren Intensitätsunterschiede von Blutgefäßen erkennbar. Einige wa-
ren einheitlich stark gefärbt, wohingegen andere (meist größere Blutgefäße) einheitlich 
schwach gefärbt waren. Mit den Blutgefäßen angeschnittene Nervenfasern wurden ebenfalls 
dargestellt (Abb. 24). Die Blutgefäße hatten eine starke Assoziation zur teilweise degenerier-
ten Odontoblastenschicht. Im Vergleich zum gesunden Zahn war eine Zunahme der Blutge-
fäßanzahl histologisch zu erkennen (Abb. 22, 23).  

Innerhalb der Nervenfaserbündel ist eine Subpopulation intensiver gefärbter Zellen erkennbar. 
Diese stellen sich sowohl bei der Färbung mit CD90 als auch bei der Färbung mit CD34 dar 
(Abb. 21, 22, 24).  
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Abbildung 22: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Immunhistochemische Färbung mit CD34. 
Entkalkter Schnitt. Prädentin (pd), Odontoblasten (o), degenerierte Odontoblasten (do), Nervenfasern und Nerven-
faserbündel (*), Blutgefäße (#), Erythrozyten (°°). 

(A) Übersichtsaufnahme in 10x Vergrößerung, Messbalken= 100 µm: In der Odontoblastenschicht (o) befinden sich 
vereinzelt große, degenerierte, ballonierte Odontoblasten (do). Einblutungen in dieser Schicht bis in die dentale 
Pulpa sind erkennbar (°°). Es sind Intensitätsunterschiede der Blutgefäße (#) untereinander erkennbar. Einige sind 

nur blass gefärbt, wohin gegen andere stark gefärbt sind. 

(B) Die 40x Vergrößerung (Messbalken= 25 µm) zeigt die Anfärbung von Blutgefäßen (#) und Nervenfasern (*), die 
oft einen gemeinsamen Weg beschreiben. Links unten im Bild ist ein schwach gefärbtes Blutgefäß (#) dargestellt, 
wohingegen die anderen Blutgefäße (#) im Bild eher stark gefärbt sind.  

 

   

Abbildung 23: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Immunhistochemische Färbung mit CD34. 
Entkalkter Schnitt, Messbalken = 29,6 μm, Prädentin (pd), Odontoblasten (o), degenerierte Odontoblasten (do), 
Nervenfasern und Nervenfaserbündel (*), Blutgefäße (#). 

(A) Übersichtsaufnahme in 10x Vergrößerung, Messbalken= 100 µm: In der Odontoblastenschicht (o) befinden 
sich vereinzelt große, degenerierte, ballonierte Odontoblasten (do). Es sind Intensitätsunterschiede der Blutgefäße 
(#) untereinander erkennbar. Einige sind nur blass gefärbt, wohin gegen andere stark gefärbt sind. 

(B) Die 20x Vergrößerung (Messbalken= 50 µm) zeigt die Anfärbung von Blutgefäßen (#), die eine starke Assozia-
tion zur teilweise degenerierten Odontoblastenschicht (o/do) haben. 
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# 

B 

B 



 

52 
 

Abbildung 24: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Immunhistochemische Färbung mit CD90 

(A) und CD34 (B) am selben Zahn. Entkalkter Schnitt. 40x Vergrößerung, Messbalken= 25 µm.  

(A) CD 90: Deutlich ist der Verlauf eines Nervenfaserbündels entlang der Blutgefäße zu erkennen. Innerhalb des 
Nervenfaserbündels erscheinen einige Zellen stärker gefärbt (*). 

(B) CD34: Ein breites Blutgefäß und mehrere Kapillaren werden von einem Nervenfaserbündel begleitet. Eine 
Subpopulation von Zellen innerhalb des Nervenfaserbündels ist deutlich intensitätsstärker (*). 

 

 

Abbildung 25: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Immunhistochemische Färbung mit CD90 

(A) und CD34 (B). Entkalkter Schnitt. 40x Vergrößerung, Messbalken= 25 µm. 

(A) CD 90: Darstellung von Kapillaren mit Perizyten (*). 

(B) CD34: Darstellung von Kapillaren mit Perizyten (*). 

 

In den Kontrollschnitten wurde lediglich eine schwache Hintergrundfärbung detektiert (Abb. 
26). 

 

A B 
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Abbildung 26: Histologie der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit bei iDK. Kontrollschnitt. Entkalkter Schnitt, 10x 
Vergrößerung, Messbalken= 100 µm. Prädentin (pd), Odontoblasten (o), degenerierte Odontoblasten (do), Blutge-
fäße (#), Erythrozyten (°°). Dargestellt ist eine leichte Hintergrundfärbung der Odontoblastenschicht (o) sowie der 
Blutgefäße (#) und Erythrozyten (°°). 

 

8.3 Densitometrische Auswertung der CD90 und CD34 positiven Zellen 

Um zu testen, ob es durch eine Entzündung der dentalen Pulpa zu einer Intensitätssteigerung 
der Färbungen in Blutgefäßen bzw. in Perizyten und somit zu einer Expressionssteigerung von 
CD90 und CD34 kommt, wurde eine densitometrische Messung durchgeführt und diese sta-
tistisch ausgewertet. 

Es wurden zunächst pro Zahn jeweils die gemittelten Färbungsintensitäten von CD90 und 
CD34 im Bereich von Blutgefäßen bzw. Perizyten von den gemittelten Grauwerten im Bereich 
ohne Präparat (Hintergrundfärbungen) subtrahiert, um für jedes Präparat einen eigenen Inten-
sitätswert zu bestimmen. Somit konnten statistisch die Färbungsintensitäten der gesunden 
Zähne (n=6) mit den Färbungsintensitäten der entzündeten Zähne (n=6) verglichen werden.  

 

8.4 Statistische Analyse 

Die Ergebnisse der statistischen Analyse ergaben eine statistisch signifikante Expressions-
steigerung von CD90 und CD34 in der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit. Die Ergebnisse be-
zogen sich sowohl auf die Messungen der Blutgefäße als auch auf die Messungen in Perizy-
ten. Im Folgenden sind die Ergebnisse der statistischen Analysen aufgeführt. 

 

8.4.1 Statistische Analyse der Intensität der Blutgefäßfärbungen 

Der t-Test ergab einen statistisch signifikanten Unterschied zwischen den Gruppen für die Ex-
pression von CD34 (t = -2,07, df = 9,47, p = 0,033) und CD90 (t = -3,38, df = 8,69, p = 0,004).  

Die ANOVA (Analysis of Variance) ergab einen signifikanten Haupteffekt für die Gruppe, was 
darauf hindeutet, dass die gesunde Gruppe im Vergleich zu den kariösen Zähnen insgesamt 
niedrigere Werte für beide Proteine aufwies (F(1,18) = 15,29, p = 0,001). Es wurde keine sig-
nifikante Interaktion zwischen Gruppe und Proteintyp gefunden (F(1,18) = 0,69, p = 0,416), 
was darauf hindeutet, dass der Unterschied zwischen den Proteinexpressionen in den ver-
schiedenen Gruppen nicht signifikant war.  
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Es wurde eine statistisch signifikant niedrigere Expression von CD34 und CD90 bei den ge-
sunden Zähnen im Vergleich zu den kariösen Zähnen festgestellt (p = 0,043 bzw. p = 0,003) 
(Abb. 27).  

  

    

Abbildung 27: Blutgefäßfärbung: Statistische Analyse der Färbungsintensitäten für die Proteine CD34 und CD90 

im gesunden und entzündeten (kariösen) Zahn. Verglichen werden die Gruppen gesund (n=6) und kariös (n=6). 
Gesund = blau; kariös = rot. 

 

8.4.2 Statistische Analyse der Intensität der Perizytenfärbungen 

Bei der Analyse der Intensität der Perizytenfärbung, ergab der t-Test ebenso einen statistisch 
signifikanten Unterschied zwischen den Gruppen für die Expression von CD34 (t = -2,42, df = 
9,48, p = 0,019) und CD90 (t = -3,73, df = 9,47, p = 0,002).  

Die ANOVA zeigte einen signifikanten Haupteffekt für die Gruppe, was darauf hindeutet, dass 
die gesunde Gruppe im Vergleich zu den kariösen Molaren insgesamt niedrigere Werte für 
beide Proteine aufwies (F(1,18) = 16,89, p = 0,001). Es wurde keine signifikante Interaktion 
zwischen Gruppe und Proteintyp nachgewiesen (F(1,18) = 0,22, p = 0,645), was darauf hin-
deutet, dass der Unterschied zwischen den Proteinexpressionen in den verschiedenen Grup-
pen nicht signifikant variierte.  

Es wurde eine statistisch signifikant niedrigere Expression von CD34 und CD90 bei den ge-
sunden Zähnen im Vergleich zu den kariösen Zähnen festgestellt (p = 0,019 bzw. p = 0,005) 
(Abb. 28).  
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Abbildung 28: Perizytenfärbung: Statistische Analyse der Färbungsintensitäten für die Proteine CD34 und CD90 

im gesunden und entzündeten (kariösen) Zahn. Verglichen werden die Gruppen gesund (n=6) und kariös (n=6). 
Gesund = blau; kariös = rot. 
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9 Diskussion 

In der adulten gesunden dentalen Pulpa sind bisher drei Typen von Stammzellen beschrieben: 
die von der Neuralleiste abstammenden mesenchymalen pulpalen Stammzellen (ektomesen-
chymale Stammzellen), die glialen Stammzellen und die Perizyten. Im Endoneurium wurden 
ebenfalls mesenchymale Stammzellen beschrieben, die sich unter entzündlichen Bedingun-
gen zu Osteoblasten-ähnlichen Zellen differenzieren können und in der Lage sind, Knochen 
zu regenerieren (Carr et al., 2019, Adameyko and Ernfors, 2019). Durch die Verwendung der 
Avidin-Biotin-Peroxidase-Methode wurde in der vorliegenden Studie die Expression des 
mesenchymalen Stammzellmarkers CD90 und des hämatopoetischen Stammzellmarkers 
CD34 in Zellen der adulten Dentin-Pulpa-Einheit unter physiologischen und kariösen Bedin-
gungen untersucht.  

In den gewonnenen Ergebnissen wurde eine moderate Expression von CD90 und CD34 in 
Zellen der Blutgefäße (Endothelzellen und glatte Muskelzellen von Arterien, Arteriolen, Venen 
und Venolen) und in Perizyten (um Arteriolen, Kapillaren und Venolen) der gesunden dentalen 
Pulpa detektiert. Im Vergleich zu der gesunden dentalen Pulpa wurde in gleichen zellulären 
Strukturen der entzündeten dentalen Pulpa eine signifikant stärkere Expression für CD90 und 
CD34 gefunden. In neurovaskulären Elementen der dentalen Pulpa wurde ebenso die Expres-
sion von CD90 und CD34 mit unterschiedlichen Färbungsintensitäten detektiert. Die Ergeb-
nisse der zellulären Expressionen von CD90 und CD34 in neurovaskulären Strukturen konnten 
immunhistochemisch keiner bestimmten Zellart zugeordnet werden. Die Vermutung liegt nahe, 
dass die CD90 und CD34 exprimierenden Zellen endoneuronale Stammzellen sein könnten.  

Es ist bekannt, dass die Anzahl der Stammzellen im adulten Zahn im Vergleich zur Anzahl der 
Stammzellen in Zahnanlagen quantitativ abnimmt. Daher ist es schwierig, die Existenz und 
Aktivität der pulpalen Stammzellen auch unter entzündlichen Bedingungen zu charakterisie-
ren. Die gewonnenen In-vitro-Befunde können für das regenerative Potenzial der dentalen 
Pulpa von wichtiger Bedeutung sein, um klinisch neue Behandlungsstrategien für die Tertiär-
dentinbildung entwickeln zu können.  

 

9.1 Interpretation der Ergebnisse der ABC-Methode  

In der vorliegenden Studie wurde zum ersten Mal mittels der ABC-Methode die Expression 
von CD90 und CD34 in Zellen der gesunden dentalen Pulpa mit der Expression von CD90 und 
CD34 in Zellen der entzündeten dentalen Pulpa, nach einer kariösen Läsion, verglichen.  

 

9.1.1 CD90 und CD34 in Zellen der gesunden Dentin-Pulpa-Einheit  

Insbesondere wurde im Vergleich des gesunden und des kariösen Zustandes der Dentin-
Pulpa-Einheit besonderes Augenmerk auf die Färbungen von Nervenfaserbündeln, Blutgefä-
ßen und Perizyten gelegt. Die Unterschiede werden im Folgenden erläutert. 

 
9.1.1.1 Expression von CD90 und CD34 in einer Subpopulation von Zellen in Nervenfaserbündeln der 

gesunden dentalen Pulpa  

Die Nervenfaserbündel lassen sich histologisch in der dentalen Pulpa gut darstellen. Innerhalb 
der Nervenfaserbündel sind Schwann-Zellen mit ihren länglichen Zellkernen von anderen zel-
lulären Strukturen differenzierbar. In der vorliegenden Studie wurden CD90 und CD34 unter 
anderem als mesenchymale Stammzellmarker verwendet (Joseph et al., 2004, Carr et al., 
2019, Sidney et al., 2014), um zu zeigen, ob in neurovaskulären zellulären Strukturen (glatten 
Muskelzellen, Endothelzellen, mesenchymalen endoneuronale Zellen) CD90 oder CD34 ex-
primiert werden.  
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In Zellen der Gefäßwand (Endothelzellen, glatten Muskelzellen, Perizyten) innerhalb von Ner-
venfaserbündeln wurden Expressionen für CD90 und CD34 nachgewiesen. Bei einer kleinen 
Subpopulation der Zellen war ein Unterschied der Intensität der Färbungen für CD90 und 
CD34 erkennbar. Die Färbungsintensität von Zellen der Blutgefäßwände stellte sich jedoch 
insgesamt stärker dar als die Expression von Zellen, die in Nervenfaserbündeln vorkommen.  

Von peripheren Nervenfasern ist bekannt, dass eine Population von mesenchymalen Stamm-
zellen im Endoneurium vorkommen kann (Joseph et al., 2004, Richard et al., 2014). In der 
vorliegenden Studie wurde die Expression für CD90 und CD34 in einer Subpopulation von 
Zellen in Nervenfaserbündeln mit unterschiedlicher Färbungsintensität detektiert. Es ist daher 
anzunehmen, dass diese Zellen endoneuronale mesenchymale pulpale Stammzellen sein 
können. Die Expression von CD90 (Joseph et al., 2004, Carr et al., 2019) und CD34 (Carr et 
al., 2019, Richard et al., 2014) in mesenchymalen Stammzellen im Endoneurium unterstützt 
diese Annahme.  

Es besteht der Verdacht, dass in der gesunden dentalen Pulpa endoneuronale Stammzellen 
ruhig verbleiben und erst bei Regenerationsprozessen der entzündeten adulten Pulpa (bei ei-
ner kariösen Läsion) aktiviert werden. In der Literatur wurde ebenfalls beschrieben, dass im 
unbeschädigten, gesunden Nervengewebe keine signifikante Proliferation und Differenzierung 
beobachtet wurde (Carr et al., 2019, Adameyko and Ernfors, 2019).  

Ob die detektierten Färbungen endoneuronale mesenchymale Stammzellen darstellen, konnte 
mit der ABC-Methode nicht abschließend geklärt werden. Es bedarf weiterer Forschung zur 
Analyse und Bestimmung der mesenchymalen endoneuronalen Stammzellen in der humanen 
dentalen Pulpa. 

 

9.1.1.2 Expression von CD90 und CD34 in Blutgefäßen der gesunden dentalen Pulpa  

Das Gefäßsystem besteht aus Arterien, präkapillaren Arteriolen, Kapillaren, postkapillaren 
Venolen und Venen, die den Blutkreislauf zwischen Herz, Lunge und Zielgewebe fördern 
(Herbert and Stainier, 2011, Wang et al., 2022, Korkmaz Y, 2025). Mit einem Durchmesser 
von 5-10 μm sind die Kapillaren die kleinsten Blutgefäße, denen eine durchgehende Schicht 
von vaskulären glatten Muskelzellen (VSMCs) fehlen (Hall et al., 2014). VSMCs umgeben die 
Endothelzellen von Arterien, Arteriolen, Venolen und Venen (Armulik et al., 2011, Herbert and 
Stainier, 2011). Die VSMCs regulieren die Vasodilatation und Vasokonstriktion und steuern 
die Permeabilität und Stabilität der Blutgefäße (Haefliger et al., 1994, Hall et al., 2014).  

In der vorliegenden Studie wurde eine Expression für CD90 und CD34 in Zellen der Blutge-
fäßwand der gesunden dentalen Pulpa detektiert. Basierend auf den Färbungsmustern kann 
angenommen werden, dass CD90 und CD34 sowohl in Endothelzellen als auch in VSMCs 
exprimiert werden. Es ist anzunehmen, dass CD90 und CD34 positive Endothelzellen sowie 
VSMCs unter physiologischen Bedingungen an den normalen Regenerationsprozessen der 
Blutgefäße beteiligt sind.  

 

9.1.1.3 Expression von CD90 und CD34 in Perizyten der gesunden dentalen Pulpa 

In kultivierten Perizyten wurde bereits eine Expression für CD90 beschrieben (Park et al., 
2016). In der vorliegenden Studie wurde zum ersten Mal eine In-vivo-Expression von CD90 in 
Perizyten der humanen dentalen Pulpa nachgewiesen. Eine Expression von CD34 wurde be-
reits in Perizyten der Tunica Adventitia von Blutgefäßen beschrieben (Lin and Lue, 2013, Wang 
et al., 2019, Traktuev et al., 2008). Die Perizyten der humanen dentalen Pulpa, die sowohl in 
der Tunica Adventitia als auch um Arteriolen und Venolen vorkommen, zeigten in der hier 
durchgeführten Studie ebenso eine Expression für CD34.  
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Im Gefäßsystem sind Perizyten in die Basalmembran von Kapillaren, präkapillaren Arteriolen 
und postkapillaren Venolen eingebettet (Armulik et al., 2005, Herbert and Stainier, 2011). Pe-
rizyten wurden in der Vergangenheit bereits hinsichtlich ihrer Lage, ihres Phänotyps und ihrer 
Funktion in unterschiedlichen Organen charakterisiert (Armulik et al., 2011). Obwohl mehrere 
Marker für Perizyten beschrieben wurden, schränken die unterschiedlichen Expressionen die-
ser Marker die Verwendung eines einzelnen Proteins als Pan-Perizyten-Marker ein (Armulik 
et al., 2011, Aue et al., 2023). Die präzise Lage um präkapillaren Arteriolen, Kapillaren und 
postkapillare Venolen herum und die unterschiedliche Expressionsstärke im Vergleich zu an-
deren Zellen (z.B. Endothelzellen und glatten Muskelzellen), die CD90 und CD34 exprimieren, 
ermöglichten eine präzisere Zuordnung von Perizyten, um diese mit der Avidin-Biotin-Peroxi-
dase-Methode zu identifizieren. Es liegt die Vermutung nahe, dass jedoch einige Perizyten, 
die sich in unterschiedlichen Differenzierungsphasen befinden, sich von VSMCs und Endothel-
zellen schwer unterscheiden lassen.  

Perizyten werden als Stammzellen der dentalen Pulpa betrachtet (Yianni and Sharpe, 2019). 
Genetische Abstammungsstudien (genetic lineage tracing studies), die mit Cre-Rekombinase-
Mauslinien durchgeführt wurden, zeigten, dass eine Teilpopulation der Odontoblasten-Vorläu-
ferzellen von Perizytenpopulationen der dentalen Pulpa abstammen (Feng et al., 2011). Peri-
zyten regulieren die Vasodilatation und Vasokonstriktion und steuern die Permeabilität und 
Stabilität der Blutgefäße (Haefliger et al., 1994, Hall et al., 2014). Perizyten der dentalen Pulpa 
können an ihrem Standort Blutgefäßfunktionen (Vasodilatation und Vasokonstriktion) sowie 
Permeabilität und Stabilität der Blutgefäße unter physiologischen Bedingungen regulieren. Die 
Expression von CD90 und CD34 in Perizyten der adulten humanen dentalen Pulpa zeigt, dass 
mehrere Perizyten innerhalb des Subodontoblastenplexus existieren und sich möglicherweise 
als Antwort auf eine Dentinwunde oder Dentinläsion (z.B. Karies) zur Differenzierung zu O-
dontoblasten-Vorläufer-Zellen bereithalten.  

 

9.1.2 CD90 und CD34 in Zellen der entzündeten Dentin-Pulpa-Einheit  

Im Folgenden wird genauer auf die Expressionen der Stammzellmarker CD90 und CD34 im 
entzündeten Zustand der Dentin-Pulpa-Einheit eingegangen. 

 

9.1.2.1 Expression von CD90 und CD34 in neurovaskulären Strukturen der Nervenfaserbündel der ent-

zündeten humanen dentalen Pulpa 

In neurovaskulären zellulären Strukturen wurde die Expression für CD90 als auch CD34 mit 
unterschiedlichen Färbungsintensitäten detektiert. Obwohl die zellulären Färbungsintensitäten 
unter entzündlichen Bedingungen im Vergleich zum physiologischen Zustand der Pulpa als 
tendenziell stärker beobachtet wurden, konnte keine densitometrische Analyse anhand der 
Färbungen von Nervenfaserbündeln durchgeführt werden, da die Expression von CD90 oder 
CD34 keinem bestimmten Zelltyp sicher zugeordnet werden konnte.  

Es wurde in der Literatur beschrieben, dass sich mesenchymale Stammzellen im Endoneurium 
aus geschädigten Nervenfasern zu mesenchymalen Progenitoren, die an der Regeneration 
von Knochen und Dermis beteiligt sind, proliferieren und differenzieren (Johnston et al., 2013, 
Johnston et al., 2016, Carr et al., 2019). Diese Proliferationen und Differenzierungen wurden 
in endoneuronalen mesenchymalen Stammzellen von gesunden und unbeschädigten Nerven-
fasern nicht beobachtet (Carr et al., 2019, Adameyko and Ernfors, 2019). In allen Fällen indu-
ziert eine Karies im Dentin eine Entzündung in der dentalen Pulpa. Es ist daher anzunehmen, 
dass endoneuronale Stammzellen in der humanen dentalen Pulpa unter entzündlichen Bedin-
gungen aktiv werden und sich differenzieren.  

In der vorliegenden Studie wurden die Expressionen für CD90 und CD34 in einer kleinen Sub-
population von Nervenfaserbündeln der dentalen Pulpa beobachtet. Es könnte sich bei diesen 
Zellen um Schwann-Zellen (sie lassen sich mit ihren länglichen Zellkernen von anderen Zellen 
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unterscheiden) und um endoneuronale mesenchymale Stammzellen handeln. Da endoneuro-
nale Stammzellen sich zu Osteoblasten-ähnlichen Zellen differenzieren können (Carr et al., 
2019), kann spekuliert werden, ob CD90- und CD34-positive pulpale Gliale-Stammzellen und 
pulpale mesenchymale endoneuronale Stammzellen unter entzündlichen Bedingungen im 
Nervenfaserbündel eine Aktivierung erfahren, um sich zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen zu 
differenzieren. In der Folge könnte reparatives Tertiärdentin gebildet werden. Diese Annahmen 
müssen jedoch mit weiteren In-vivo- und In-vitro-Untersuchungen unterstützt werden. 

 

9.1.2.2 Expression von CD90 und CD34 in Blutgefäßen der entzündeten humanen dentalen Pulpa 

In der vorliegenden Studie wurde getestet, ob eine Intensitätszunahme der immunhistochemi-
schen Färbungen im Bereich von Blutgefäßen der entzündeten Pulpa nachweisbar und statis-
tisch signifikant ist. Sowohl der Antikörper für CD90 als auch der Antikörper für CD34 zeigte 
eine deutliche Immunreaktivität in Blutgefäßen der entzündeten dentalen Pulpa an. Die statis-
tische Analyse der Ergebnisse der unterschiedlichen Präparate von gesunden und entzünde-
ten dentalen Pulpen ergab eine statistisch signifikante Intensitätssteigerung der immunhisto-
chemischen Färbungen in Blutgefäßen von entzündeten dentalen Pulpen mit CD34 als auch 
mit CD90 (p = 0,043 bzw. p = 0,003).  

Die beobachtete Intensitätssteigerung hat mit dem möglichen positiven Einfluss von CD90 auf 
die Wundheilung und einer verbesserten Durchblutung im Entzündungsgewebe zu tun. Ent-
zündungszellen können besser in das hyperämische Gewebe migrieren. In einer Studie mit 
Thy1/CD90 Knockout-Mäusen wurde eine Wundheilungsverzögerung von Hautwunden nach-
gewiesen (Pérez et al., 2022). Das Fehlen dieses Proteins scheint einen negativen Einfluss 
auf die Geweberegeneration zu haben, was auf eine Rolle von CD90 in der Regeneration der 
dentalen Pulpa hinweisen könnte.  

Die Intensitätssteigerung von CD90 deutet auf eine verstärkte Expression dieser Proteine hin, 
wenn eine kariöse Läsion besteht. Wie bereits in der Literatur beschrieben, konnte mit einer 
Studie gezeigt werden, dass CD90 in Endothelzellen nachweisbar ist und eine Hochregulation 
im inflammatorischen Zustand erfolgt (Pérez et al., 2022, Brenet et al., 2020, Schubert et al., 
2013, Schubert et al., 2011). Die beschriebene gesteigerte Angiogenese wurde statistisch in 
dieser Studie nicht untersucht, jedoch war diese anhand der erhobenen histopathologischen 
Ergebnisse zu vermuten (Pérez et al., 2022, Brenet et al., 2020, Schubert et al., 2013, 
Schubert et al., 2011). 

Im Vergleich zur Expression von CD34 in Blutgefäßen der gesunden dentalen Pulpa kann die 
signifikant erhöhte Expression von CD34 in Blutgefäßen der entzündeten Pulpa auf eine Be-
teiligung von CD34-positiven Zellen bei der Angiogenese hindeuten. In der Literatur wurde 
CD34 bereits in Endothelzellen, die auch an der Angiogenese beteiligt sind, nachgewiesen 
(Sidney et al., 2014, Fina et al., 1990, Hristov and Weber, 2008). Ein angiogener Stimulus 
kann eine Subpopulation von CD34 positiven Endothelzellen anregen, neue Gefäße zu bilden 
(Sidney et al., 2014, Siemerink et al., 2012). Die Intensitätssteigerung der immunhistochemi-
schen Färbungen in der entzündeten Pulpa zeigen einen möglichen Zusammenhang der Ex-
pressionszunahme des Proteins CD34 und einer gesteigerten Angiogenese im Zuge der Im-
munreaktion. Histopathologisch war in den Präparaten eine Zunahme der Gefäßanzahl unter-
halb der kariösen Läsion erkennbar. Da CD34 positive Endothelzellen als länglicher beschrie-
ben werden und weniger tight junctions besitzen, liegt es nahe anzunehmen, dass diese mor-
phologischen Unterschiede zu anderen Endothelzellen einen faszilierten Austausch von Mo-
lekülen und Zellen der Immunabwehr ermöglichen (Sidney et al., 2014, Siemerink et al., 2012, 
Fina et al., 1990). 
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9.1.2.3 Expression von CD90 und CD34 in Perizyten der entzündeten dentalen Pulpa 

In der vorliegenden Studie wurde eine statistisch signifikant stärkere Expression sowohl für 
CD90 als auch für CD34 in Perizyten der entzündeten dentalen Pulpa detektiert (p = 0,019 
bzw. p = 0,005), wenn die Ergebnisse mit den Ergebnissen von der gesunden dentalen Pulpa 
verglichen wurden.  

Diese Ergebnisse zeigen, dass CD90 und CD34 bei der Aktivität, Migration und Differentiation 
der Perizyten unter entzündlichen Bedingungen eine regulatorische Funktion ausüben kön-
nen.  

In der dentalen Pulpa der Maus wurde bereits gezeigt, dass eine Population von Vorläuferzel-
len der Odontoblasten-ähnlichen Zellen von Perizyten der dentalen Pulpa abstammen 
(Kaukua et al., 2014). Eine tiefe kariöse Läsion, die in allen Fällen eine Entzündung in der 
dentalen Pulpa induziert, kann die Ausschüttung von entzündlichen Mediatoren durch Entzün-
dungszellen in der dentalen Pulpa verursachen, auf die die Perizyten reagieren (Sharpe, 
2016). Dann wandern die Perizyten von ihrem Standort zum Ort der Läsion und differenzieren 
sich zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen (Feng et al., 2010). In Antwort auf die kariöse Läsion 
bilden Odontoblasten-ähnliche Zellen das reparative tertiäre Dentin, um die freiliegende Pulpa 
vor kariösen Bakterien zu schützen (Mitsiadis et al., 2011b). Basierend auf den vergleichenden 
Ergebnissen der gesunden Pulpa mit der entzündeten dentalen Pulpa und den oben genann-
ten Befunden, kann angenommen werden, dass die Perizyten unter entzündlichen Bedingun-
gen in der humanen dentalen Pulpa aktiv werden, indem sie eine signifikante, gesteigerte Ex-
pression für CD90 und CD34 zeigen. Es ist anzunehmen, dass sich die CD90- und CD34-
positiven Perizyten unter entzündlichen Bedingungen zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen dif-
ferenzieren, um reparatives Tertiärdentin zu bilden.  

Eine wichtige Rolle von Perizyten bei der Angiogenese, Immunmodulation, Osteogenese und 
Odontogenese wurde in der Literatur beschrieben (Traktuev et al., 2008, Feng et al., 2011, 
Wang et al., 2019). In der Zahnheilkunde ist der Erfolg bei der Behandlung der tiefen Den-
tinkaries oder der eröffneten dentalen Pulpa gering, was neue Behandlungsstrategien erfor-
derlich macht. Basierend auf den Ergebnissen der vorliegenden Studie könnten durch phar-
makologische Manipulation der Perizyten zwei neue Behandlungsstrategien entwickelt wer-
den: 

Eine erste Behandlungsstrategie stellt die Therapie mit Substanzen oder Faktoren dar, die als 
Unterfüllungsmaterialien nach selektiver Kariesexkavation in die Kavität eingebracht werden. 
Diese könnten in Perizyten eine Odontogenese-Differenzierung auslösen. Auch können diese 
pharmakologischen Substanzen nach einer Eröffnung der dentalen Pulpa im Rahmen der par-
tiellen Pulpotomie in die Pulpa-Wunde eingebracht werden, um die pulpalen Perizyten zur Dif-
ferenzierung zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen zu aktivieren. In beiden Fällen kann somit die 
Bildung von reparativem Tertiärdentin erzielt werden.  

Die zweite Behandlungsstrategie bezieht sich auf eine zurzeit in der Endodontologie entwi-
ckelte Stammzelltherapie. Die in unterschiedlichen Tiermodellen gewonnene Ergebnisse zeig-
ten, dass pulpale Stammzellen bei der Bildung von reparativem Tertiärdentin zur klinischen 
Anwendung kommen können (Kwack and Lee, 2022, Yang et al., 2023). Es ist möglich Peri-
zyten, die nach einer partiellen Pupotomie aus Weisheitszähnen isoliert und in vitro zu Odon-
toblasten-ähnlichen Zellen differenziert werden, in die Pulpa-Wunde einzubringen, um die Ter-
tiärdentinbildung zu initiieren. Diese Behandlungsstrategie kann in Zukunft auch an anderen 
pulpalen Stammzellen weiterentwickelt und optimiert werden. Da sich die Ergebnisse der vor-
liegenden Studie auf die Zustände und den Vergleich gesunder und entzündeter humaner 
Dentin-Pulpa-Einheit beziehen, sind diese Ergebnisse von wichtiger klinischer Relevanz.  
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9.1.3 Schlussfolgerungen der Ergebnisse und klinische Relevanz  

Die mesenchymalen Stammzellmarker CD90 und der hämatopoetische Stammzellmarker 
CD34 wurden in bestimmten Subpopulationen von Zellen in Nervenfaserbündeln, in der Blut-
gefäßwand (Endothelzellen, VSMCs) und in Perizyten der gesunden dentalen Pulpa detektiert. 
Die Expression von CD90 und CD34 in Zellen der Blutgefäßwand und in Perizyten der durch 
Karies entzündeten humanen dentalen Pulpa nahm statistisch signifikant zu. Eine erhöhte Ex-
pression von CD90 und CD34 in Endothelzellen und VSMCs zeigt, dass CD90- und CD34-
positive Zellen unter entzündlichen Bedingungen aktiv werden können, um die Angiogenese 
zu regulieren. Die starke Expression von CD90 und CD34 in Perizyten der entzündeten huma-
nen Pulpa deutet darauf hin, dass Perizyten unter entzündlichen Bedingungen stimuliert wer-
den, um sich zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen zu differenzieren. Eine entzündungsindu-
zierte Migration und Differenzierung der Perizyten zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen ist von 
wichtiger klinischer Bedeutung, um im Rahmen der Therapie einer tiefen kariösen Läsion die 
reparative Tertiärdentinbildung induzieren zu können. Unterfüllungsmaterialien, die eine Mig-
ration und Differenzierung von Perizyten zu Odontoblasten-ähnlichen Zellen fördern, könnten 
somit in der Zukunft eine Anwendung in der regenerativen Zahnheilkunde finden.  

 

9.2 Limitationen der Studie 

Mit fortschreitender Entwicklung und zunehmender Reife werden Stammzellen in adulten Or-
ganen seltener und die Gewebeerneuerung sowie Gewebereparatur nehmen in der Regel ab 
(Corselli et al., 2010). Diese Tatsache erschwert es in der vorliegenden Studie die Existenz 
und Aktivität von allen Stammzellen in der adulten humanen dentalen Pulpa zu charakterisie-
ren. Darüber hinaus bestünde die Möglichkeit die Stammzellen mit Immunfluoreszenz-Dop-
pelfärbungen optimal darzustellen, wenn ein präziser Marker für diese Stammzelle vorhanden 
wäre. Da die individuellen Stammzellen mehrere Marker exprimieren, kann eine Stammzelle 
nicht nur mit einem Marker detektiert werden. Durch eine Abstammungsanalyse (genetic line-
age tracing studies) in Kombination mit Doppelfärbungen bestünde die Möglichkeit die Stamm-
zellen optimal zu charakterisieren (Carr et al., 2019, Kaukua et al., 2014). Es müssen in der 
vorliegenden Studie folgende Limitationen berücksichtigt werden:  

1. Die endgültige Existenz von endoneuronalen Stammzellen in der dentalen Pulpa kann nur 
in einem Mausmodell mit der „genetic lineage tracing“ Methode in Kombination mit Fluores-
zenz-Doppelfärbungen nachgewiesen werden.  

2. In der vorliegenden Studie wurde die Expression von CD90 und CD34 in Perizyten der 
dentalen Pulpa unter In-vivo-Bedingungen detektiert. In welcher Subpopulation der Perizyten 
CD90 und CD34 exprimiert sind, könnte mit Immunfluoreszenz-Doppelfärbungen mit spezifi-
schen Markern in zukünftigen Studien geklärt werden. 
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10   Zusammenfassung 

Rekrutierung, Expansion, Migration und Differenzierung von Stammzellen während der Emb-
ryonalentwicklung lassen sich mit Hilfe histologischer Marker beurteilen. In adulten Organen 
nimmt die Anzahl der Stammzellen ab. Expressionen des mesenchymalen Stammzellmarkers 
CD90 und des hämatopoetischen Stammzellmarkers CD34 in Endothelzellen und vaskulären 
glatten Muskelzellen (VSMCs) sind bekannt. Eine Expression für CD90 in kultivierten Perizyten 
und für CD34 in adventitialen Perizyten wurde ebenfalls beschrieben. Die dentale Pulpa ent-
hält drei Typen von Stammzellen: ektomesenchymale pulpale Stammzellen, gliale pulpale 
Stammzellen (Schwann-Zellen) und Perizyten. Für die Erneuerung der adulten humanen 
Pulpa unter physiologischen Bedingungen und für die Dentinreparatur mit reparativer Tertiär-
dentinbildung bei kariösen Läsionen fehlen bisher Kenntnisse über die Expansion, Migration 
und Differenzierung pulpaler Stammzellen. 

Um die Expression von CD90 und CD34 in Stammzellen der gesunden und entzündeten adul-
ten dentalen Pulpa zu untersuchen, wurden zunächst humane Molaren, die im Rahmen einer 
kieferorthopädischen- und/oder zahnärztlich-chirurgischen-Therapie extrahiert wurden in PFA-
Fixativ-Lösung fixiert, in Ameisensäure entkalkt, in PBS für eine Woche gewaschen, in Sac-
charose-Lösung kryoprotektiert und in Tissue-Tek mit flüssigem Stickstoff schockgefroren und 
eingebettet. Die Proben wurden in einem Kryostaten geschnitten. Die Schnitte wurden zu-
nächst mit Hämatoxylin und Eosin gefärbt, um die histopathologische Diagnose für die ge-
sunde und entzündete Dentin-Pulpa-Einheit zu stellen. Im Anschluss folgte die Inkubation der 
freischwimmenden Schnitte mit den Antikörpern gegen CD90 und CD34 im Rahmen der Avi-
din-Biotin-Peroxidase-Complex-Methode. Intensitäten der Immunreaktivität für CD90 und 
CD34 wurden nachfolgend in Blutgefäßwänden und Perizyten der gesunden und entzündeten 
dentalen Pulpa ausgewertet und statistisch analysiert.  

Die Ergebnisse zeigten eine moderate Expression von CD90 und CD34 in Zellen der Blutge-
fäße sowie in Perizyten der gesunden dentalen Pulpa. Innerhalb von Nervenfaserbündeln der 
dentalen Pulpa wurde ebenfalls eine Expression von CD90 und CD34 in vaskulären Strukturen 
und in einer Subpopulationen von Zellen innerhalb der Nervenfaserbündel identifiziert. Die Ex-
pression von CD90 wurde in Perizyten der gesunden und entzündeten humanen dentalen 
Pulpa unter In-vivo-Bedingungen beobachtet. CD34 wurde sowohl in Perizyten um Arteriolen, 
Kapillaren und Venolen herum als auch in der Tunica Adventitia detektiert. In der vorliegenden 
Studie wurde nachgewiesen, dass es unter entzündlichen (kariösen) Bedingungen der huma-
nen dentalen Pulpa zu einer statistisch signifikant gesteigerten Expression der Proteine CD90 
und CD34 in Blutgefäßen und Perizyten kommt. 

Die Expression von CD90 und CD34 in Zellen der Blutgefäßwand und in Perizyten der gesun-
den dentalen Pulpa deutet auf die Rolle von CD90 und CD34 bei der Regulierung der Ge-
fäßpermeabilität, der Gefäßstabilität und der Homöostase der humanen dentalen Pulpa hin. 
Eine erhöhte Expression der beiden Stammzellmarker in Zellen der Blutgefäßwand (Endothel-
zellen und VSMCs) und in Perizyten der entzündeten humanen dentalen Pulpa zeigt, dass 
CD90 und CD34 bei der Rekrutierung, Migration und Differenzierung von Stammzellen in der 
entzündeten humanen dentalen Pulpa beteiligt sind.  

Die bisher beschriebene Beteiligung von Perizyten bei der Angiogenese, Immunmodulation, 
Osteogenese und Odontogenese weist auf die hohe klinische Relevanz der Ergebnisse dieser 
Studie hin: Pharmazeutisch stimulierende Substanzen (z.B. in Unterfüllungsmaterialien), die 
die Rekrutierung, Migration und Differenzierung der CD90- und CD34-positiven Perizyten zu 
Odontoblasten-ähnlichen Zellen auslösen, können bei der Therapie einer tiefen Dentinkaries 
Anwendung finden, um die Bildung von reparativem Tertiärdentin zu induzieren.  

Dies unterstützt die Heilung der entzündeten dentalen Pulpa als eines der wichtigsten Ziele in 
der regenerativen Zahnmedizin. 
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12   Anhang 

 

Tabelle 3: Verwendete Puffer und Lösungen (in Anlehnung an: (Kuithan, 2021, Kufahl, 2017, Chłopek, 2018)) 

Lösung/Puffer Ansetzen 

Phosphatpuffer (PB) 1 L PB Stammlösung, 0,2 M, pH 7,2-7,4 

1. Na2HPO4 x 2 H20; 28,8 g/l 
2. NaH2PO4 x H2O; 5,2 g/l 
3. Mit NaOH und HCl Einstellung des pH-Wertes 

auf 7,4 
4. Lösung auffüllen mit Aqua dest. bis 1 L 

1 L PB Gebrauchslösung, 0,1 M PB, pH 7,4 

Stammlösung 1:1 mit Aqua dest. verdünnen, bis 
pH 7,4 erreicht ist 

Phosphatpuffer-Natriumchlorid (PBS) 1 L PBS Stammlösung, 0,2 M, pH 7,2-7,4 
1. Na2HPO4 x 2 H20; 28,8 g/l 

2. NaH2PO4 x H2O; 5,2 g/l 
3. NaCl; 17,53 g/l 

1 L PBS Gebrauchslösung/Waschlösung, 0,1 M, 
pH 7,4 

Stammlösung 1:1 mit Aqua dest. verdünnen, bis 
pH 7,4 erreicht ist 
Zusammensetzung: 

1. Na2HPO4 x 2 H2O; 14,4 g/l  
2. NaH2PO4 x H2O; 2,6 g/l  
3. NaCl; 8,76 g/l  
4. Aqua dest.; 900 ml (bzw. auffüllen bis 1000 ml 

erreicht sind) 
Trispuffer (TB) und Tris-HCL Puffer/Ge-
brauchslösung 

1 L TB Stammlösung, 0,5 M, pH 7,6 

1. Tris (Tris(hydroxymethyl)-aminomethan); 
60,57 g/l 

2. Aqua dest., 750 ml/l 
3. Titration mit HCl auf pH von 7,6; ca. 150 ml 
4. Mit Aqua dest. auf 1 L auffüllen 

Erneute Kontrolle des pH-Wertes von 7,6 
1 L Tris-HCL Gebrauchslösung, 0,05 M, pH 7,6 

1. Trispuffer Stammlösung; 100 ml/l 
2. Mit Aqua dest. auf pH von 7,6 einstellen; 

800 ml/l 
3. Mit Aqua dest. auf 1000 ml auffüllen und pH 

erneut kontrollieren 

Trispuffer-NaCl (TBS) 1 L TBS Gebrauchslösung, 0,05 M, pH 7,6 

1. NaCl; 8,76 g/l 
2. Aqua dest.; 800 ml/l 
3. 0,5 M TB hinzugeben und einstellen auf 

pH 7,6; 100 ml/l 
4. Mit Aqua dest. auf 1000 ml auffüllen und pH 

erneut kontrollieren. 

Triton® X-100 - 0,25 %  
 

Die Lösung 1-3 Tage vor der Inkubation vorberei-
ten und bei 4 °C aufbewahren! 
Für 100 ml: 

       1.   0,05 M TBS; 99,750 μl 
       2.   100 % Triton® X-100; 250 μl 

Fixierlösung (Zamboni-Lösung) 1 L (4 % Paraformaldehyd (PFA) + 0,1 M PBS + 
0,2 % Pikrinsäure) 

1. Paraformaldehyd; 40,00 g/l 
2. 0,1 M PBS; pH 7,4; 998,00 ml 
3. Gesättigte Pikrinsäure, filtriert; 2 ml/l 
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Entkalkungslösung 1 L (4 N Ameisensäure + 0,1 M PB oder Aqua dest.) 

1. 4 N Ameisensäure; 150,885 ml 
2. 0,1 M PB oder Aqua dest.; 849,115 ml 

Kryoprotektionslösung 30 %ige Saccharoselösung in 0,1 M PBS, pH 7,4 
Für 100 ml: 

1. Saccharose (in Pulverform); 30 g 
2. 0,1 M PBS; 70 ml 

PH-Wert auf 7,4 einstellen 
H2O2 Lösung - 0,3 % 1. 0,05 M TBS; 990 μl 

2. 30 % H2O2; 10 μl 
Unter Lichtausschluss lagern! 

Blockierungspuffer (2 % BSA + 5 % NGS in 0,05 M TBS) Wird kurz vor 
Beginn der Immunhistochemie angesetzt 
Für 1 ml: 

1. 0,05 M TBS; 950 μl 
2. BSA; 20 mg 
3. NGS; 50 μl 

DAB-Lösung  Für 50 ml: 

1. 0,05 M Tris-HCl; 50 ml 
2. Eine Tablette DAB (einrühren, dann filtrieren) 
3. Nickelsulfatlösung (13 mg/ml); 50 μl 
4. 30 % H2O2; 6,5 μl 

15 Minuten vorher, unter dem Abzug, alles vorbereiten. 
Nach dem Ansetzen mit H2O2, zwei Minuten lang ab-
warten, dann verwenden. Unter Lichtausschluss la-
gern. 

Antikörper-Verdünnungspuffer 1. 0,05 M TBS; 970 μl 
2. NGS; 30 μl 

ABC-Komplex 1. 0,05 M TBS; 6 ml 
2. 1x Tropfen Lösung A; ca. 50 μl 
3. 1x Tropfen Lösung B; ca. 50 μl 

Unter Lichtausschluss lagern und eine Stunde vor dem 
Start der Immunhistochemie vorbereiten. 

Nickelsulfatlösung 1. In Aqua dest. angesetzt; 13 mg/ml 
2. In Aliquots von jeweils 50 μl bei -20 °C lagern  

Unter Lichtausschluss lagern. 

 

Tabelle 4: Verwendete gebrauchsfertige Lösungen (in Anlehnung an: (Kuithan, 2021, Kufahl, 2017, Chłopek, 

2018)) 

Handelsname Wirkstoff  Hersteller, Ort 

BSA = bovine serum albumin  Rinderserum Albumin A7030, Merck, Sigma-Aldrich Chemie 
GmbH, Taufkirchen, Deutschland 

Entellan™ rapid mounting 
medium for microscopy 

Toluol (Methylbenzen) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Tauf-
kirchen, Deutschland 

H&E  Hämatoxylin/Eosin Carl Roth GmbH + Co.KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

NGS = normal goat serum  Normales Ziegenserum ab7481, abcam, Cambridge, UK 

Tissue Tek® O.C.T. Com-
pound 

Aus wasserlöslichen Glykolen 
und Harzen, dient als Einbett-
medium 

Sakura Finetek Germany GmbH, 
Staufen im Breisgau, Deutschland 

Triton™ X-100  Octylphenol Ethoxylat, Octoxi-
nol 9  

X100, Merck, Sigma-Aldrich Chemie 
GmbH, Taufkirchen, Deutschland 
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Tabelle 5: Verwendete Chemikalien (in Anlehnung an: (Kuithan, 2021, Kufahl, 2017, Chłopek, 2018)) 

Handelsname Wirkstoff/Chemische Formel Hersteller, Ort 

Ameisensäure Formic acid, CH₂O₂ Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

Ammonium nickel (II) sulfat he-
xahydrat 

Nickelammoniumsulfat, 
(NH4)2Ni(SO4)2 · 6H2O 

574988, Merck, Sigma-Ald-
rich Chemie GmbH, Taufkir-
chen, Deutschland 

Aqua dest. H20  
Chlorwasserstoff  Hydrogenchlorid, HCL Merck, Darmstadt, Deutsch-

land 

DAB = Diaminobenzidin 3,3′,4,4′-Tetraaminobiphenyl -tetrahy-
drochlorid, (NH2)2C6H3C6H3(NH2)2 x 
4 HCl 

D5905, Merck, Sigma-Aldrich 
Chemie GmbH, Taufkirchen, 
Deutschland 

Dinatriumhydrogenphosphat 
Dihydrat  

Na2HPO4 x 2 H2O Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

Entellan™ Enthält: Acrylharze/ Methacrylat Merck, Darmstadt, Deutsch-
land 

Ethanol Ethanol, C2H6O Merck, Darmstadt, Deutsch-
land 

Flüssigstickstoff LN oder LN2  
Natriumchlorid Sodium chloride, NaCl Merck, Darmstadt, Deutsch-

land 
Natriumdihydrogenphosphat 
Monohydrat 

NaH2PO4 x H2O Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

Natriumhydroxid Sodium hydroxide, NaOH Merck, Darmstadt, Deutsch-
land 

Paraformaldehyd OH(CH2O)nH(n=8-100) Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

Saccharose  Sucrose, C12H22O11 Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

TNP Pikrinsäure 2,4,6-Trinitrophenol, C6H3N3O7 Fluka Chemical Corp., Neu-
Ulm, Deutschland 

TRIS  Tris(hydroxymethyl)aminomethan, 2-
Amino-2-hydroxymethyl-propane-1,3-
diol, C4H11NO3 

Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

Wasserstoffperoxid Hydrogen peroxide, H2O2 Merck, Darmstadt, Deutsch-
land 

Xylol I und II Dimethylbenzen, C₈H₁₀ Carl Roth GmbH + Co.KG, 
Karlsruhe, Deutschland 

 

Tabelle 6: Verwendete Antikörper bei der ABC-Methode 

Antikörper Antigen Hersteller, Ort 

Rabbit monoclonal Anti 
CD34 (EPR2999)  

Detektiert CD34 ab110643; abcam, Cambridge, UK 

Rabbit monoclonal Anti 
Thy1/CD90 (D3V8A)  

Detektiert endogene Level des 
Thy/CD90 Proteins 

#13801; Cell Signaling Technology, 
Danvers, Massachusetts, USA 
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Tabelle 7: Verwendeter sekundärer Antikörper bei der ABC-Methode 

Sekundärer Antikörper Hersteller, Ort 
Goat Anti-Rabbit IgG Antibody (H+L), Biotinylated BA-1000, Vector Lab., Biozol, Inc., Burlingame, USA 

 

 

 

Abbildung 29: Klinischer Dokumentationsbogen vor der Zahnextraktion 
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Tabelle 8: Grauwerte des Hintergrundes und die Färbungsintensität der Blutgefäße 

 

 

 

Tabelle 9: Mittelwerte 
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Tabelle 10: Subtraktion der Färbungsintensitäten der Blutgefäße von den Grauwerten des Hintergrundes 

 

Tabelle 11: Grauwerte des Hintergrundes und die Färbungsintensität der Perizyten 
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 Tabelle 12: Mittelwerte 

 

Tabelle 13: Subtraktion der Färbungsintensitäten der Perizyten von den Grauwerten des Hintergrundes 
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14   Tabellarischer Lebenslauf 
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