
 

 

 

 

Aus der Klinik für Orthopädie und Unfallchirurgie 

der Heinrich-Heine-Universität Düsseldorf 

Direktor: Univ.-Prof. Dr. med. J. Windolf 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Osteogene Differenzierung porciner mesenchymaler Stromazellen 

unter Inhibition der TGF-β- und FGF-Rezeptoren 

 

 

 

 

 

 

 

Dissertation 

 

 

 

zur Erlangung des Grades eines Doktors der Medizin 

der Medizinischen Fakultät der Heinrich-Heine-Universität Düsseldorf 

 

 

 

vorgelegt von 

Sebastian Stefan Zensen 

2019  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Als Inauguraldissertation gedruckt mit Genehmigung der Medizinischen Fakultät der 

Heinrich-Heine-Universität Düsseldorf 

 

gez.: 

Dekan: Univ.-Prof. Dr. med. Nikolaj Klöcker 

Erstgutachter: Prof. Dr. rer. nat. Christoph V. Suschek 

Zweitgutachter: Priv.-Doz. Dr. med. Bernd Bittersohl  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ein Traum ist unerlässlich, wenn man die Zukunft gestalten will. 

 

Victor Hugo (1802 – 1885) 

 



 

 

I 

 

Zusammenfassung 

Ausgeprägte Knochendefekte und eine reduzierte Knochenregeneration stellen therapeutisch 

eine große Herausforderung dar. Mesenchymale Stromazellen (MSCs) sind im Rahmen des 

Tissue Engineerings eine vielversprechende Therapieoption und werden in verschiedenen 

präklinischen Experimenten evaluiert, aber auch bereits in ersten klinischen Therapieansätzen 

genutzt. Die osteogene Differenzierung porciner MSCs aus dem Knochenmark (pBMSCs) und 

dem Fettgewebe (pASCs) wird durch verschiedene Signalwege, wie über TGF-β, BMP und 

FGF, beeinflusst. Den Einfluss dieser Signalwege auf die Osteogenese der MSCs aufzuklären 

und die Modifikation des Differenzierungsverhalten durch Wachstumsfaktoren und Inhibitoren 

zu optimieren, ist eine essentielle Aufgabe, um standardisierte klinische MSC-basierte 

Therapien gewährleisten zu können. Dazu wurden pASCs und pBMSCs mit Bone 

morphogenetic protein 2 (BMP-2) und spezifischen Inhibitoren der TGF-β- und FGF-

Rezeptoren (BGJ398 – Inhibitor der FGF-Rezeptoren 1-3, Dorsomorphin – Inhibitor der BMP-

Rezeptoren ALK2, 3, 6 und SB431542 – Inhibitor der TGF--Rezeptoren ALK4, 5, 7) in 

Passage 3 osteogen differenziert. Die Kalzifizierung der extrazellulären Matrix als Parameter 

einer erfolgten Osteogenese wurde mit Alizarin-Rot-S visualisiert und die Progression der 

Differenzierung quantifiziert. pBMSCs zeigten über den gesamten Differenzierungsverlauf über 

28 Tage eine deutlich stärkere Osteogenese im Vergleich zu pASCs, die insbesondere durch die 

Inhibition der TGF-β-Rezeptoren und unter BMP-2 auch durch die Inhibition der FGF-

Rezeptoren signifikant gesteigert wurde. BMP-2 war für die Osteogenese der pASCs essentiell 

und steigerte bei pBMSCs die Differenzierungskapazität. Unter Inhibition der BMP-Rezeptoren 

war die Osteogenese der MSCs reduziert. Die Inhibition des TGF-β- und FGF-Signalweges 

schränkten die Osteogenese nicht ein, sondern verbesserten diese in pBMSCs sogar tendenziell. 

Eine kombinierte Inhibition des TGF-β- und FGF-Signalweges führte in pBMSCs zu einer 

signifikant gesteigerten osteogenen Differenzierung, wohingegen die Osteogenese der pASCs 

hierdurch nahezu unverändert blieb. Das osteogene Differenzierungspotential der pMSCs 

unterschied sich in Abhängigkeit vom histologischen Ursprung, wobei pBMSCs ein höheres 

osteogenes Differenzierungspotential aufwiesen. Die Osteogenese der pMSCs ließ sich durch 

Inhibition der TGF-- und FGF-Rezeptoren modifizieren. Eine Inhibition des BMP-

Signalweges bewirkte eine deutlich reduzierte Osteogenese, wohingegen die Inhibition des 

TGF-- und FGF-Signalweges, und dies insbesondere in Kombination, in pBMSCs zu einem 

verbesserten osteogenen Differenzierungspotential führte. Die Modifikation osteoinduktiver 

Signalwege zur Optimierung der osteogenen Regenerationskapazität in der MSC-basierten 

Therapie stellt einen vielversprechenden Ansatz dar, um pathologische Knochenregeneration 

und Knochendefekte kritischer Größe therapeutisch anzugehen. 



 

 

II 

 

Summary 

Bone defects and reduced bone regeneration pose a substantial therapeutic challenge. 

Mesenchymal stromal cells (MSCs) are a promising therapeutic option within tissue engineering 

and are evaluated in various preclinical experiments, but are also used in basic clinical 

approaches. Osteogenic differentiation of porcine MSCs from bone marrow (pBMSCs) and fat 

tissue (pASCs) is influenced by various signaling pathways like TGF-β, BMP and FGF. 

Analyzing the impact of these signaling pathways on the osteogenesis of MSCs and optimizing 

differentiation by growth factors and inhibitors is essential to ensure standardised clinical MSC-

based therapies. Therefore, pASCs and pBMSCs were differentiated with Bone morphogenetic 

protein 2 (BMP-2) and specific inhibitors of signaling pathway receptors (BGJ398 – FGF 

receptor 1-3 inhibitor, Dorsomorphin – BMP ALK2, 3, 6 receptor inhibitor and SB431542 –

 TGF- ALK4, 5, 7 receptor inhibitor). To visualize calcification of extracellular matrix, cells 

were stained with alizarin red S and progression of differentiation was subsequently quantified 

by extracted dye. Osteogenic potential of pBMSCs generally was superior compared to pASCs. 

Both inhibition of TGF-β-receptors and FGF-receptors significantly enhanced osteogenic 

differentiation potential of pBMSCs. Furthermore, combined inhibition of TGF-β- and FGF-

signaling pathway improved osteogenic differentiation potential of pBMSCs significantly, 

whereas the osteogenesis of pASCs remained unchanged. BMP-2 was essential for osteogenesis 

of pASCs and increased the differentiation capability of pBMSCs, whereas inhibition of BMP-

receptors reduced the osteogenesis of both cell types. Osteogenic differentiation potential of 

pMSCs differed depending on histological origin. Thus, pBMSCs generally indicated a superior 

osteogenic differentiation potential to pASCs. Osteogenesis of pMSCs could be modified by 

inhibition of both TGF-- and FGF-receptors. Repression of BMP-signaling pathway distinctly 

reduced osteogenesis, whereas inhibition of TGF-- and FGF-signaling pathway, and 

particularly in combination, increased the osteogenic differentiation potential of pBMSCs. To 

optimize osteogenic regeneration capacity, modification of osteogenic signaling pathways in 

MSC-based therapies is a promising clinical approach for treating pathological bone 

regeneration and critical size defects. 
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1 Einleitung 

1.1 Bone Tissue Engineering 

Tissue Engineering ist Gegenstand der Forschung in zahlreichen medizinischen 

Fachdisziplinen. Man versteht darunter die Regeneration oder den Ersatz von 

erkranktem, fehlendem oder geschädigtem Gewebe durch in vitro rekonstruiertes 

biologisches Gewebe. Die für das Tissue Engineering notwendigen wissenschaftlichen 

Prinzipien zur Kultivierung derart künstlich generierter Gewebe und geformter 

biologischer Strukturen erfordern eine interdisziplinäre Kombination aus Kenntnissen 

der Medizin, Naturwissenschaften und Ingenieurwissenschaften (Sittinger et al. 1996). 

Die technischen Herausforderung zur Herstellung von klinisch nutzbarem Gewebe sind 

vielfältig und beinhalten neben der Kultivierung geeigneter Zellpopulationen die 

Erforschung von Biomaterialien, die als Trägersubstanz dienen, und etwaig notwendige 

Wachstumsfaktoren, um in vitro die Herstellung und in vivo das Einwachsen des 

künstlich generierten Gewebes zu ermöglichen. Geeignete Zellpopulationen, um 

verschiedene Gewebe zu generieren, sind z. B. mesenchymale Stromazellen (MSCs). 

Die klinische Nutzung des Bone Tissue Engineerings erfordert aber nicht nur die bloße 

Kultivierung entsprechender Zellen, sondern auch die Herstellung eines 

funktionierenden Zell-Matrix-Verbundes und ist somit technisch deutlich aufwendiger. 

Vor einer sicheren Anwendung künstlich generierter Gewebe in klinischen Therapien 

müssen geeignete Zellpopulationen wie MSCs kultiviert und in das gewünschte Gewebe 

differenziert werden können. Gelingt dies in vitro, muss eine geeignete künstliche 

Leitstruktur etabliert werden, die sowohl eine bestmögliche Versorgung und Interaktion 

mit der genutzten Zellpopulation als auch mit dem Empfängerorganismus bietet. 

Derartige dreidimensionale Strukturen, sogenannte Scaffolds, sind im Bone Tissue 

Engineering häufig eine Hydroxylapatit- oder Calcibon-Trägermatrix, die mit un- oder 

differenzierten Zellen in vitro besiedelt oder in vivo appliziert werden. Diese 

Trägerstrukturen sollen die Implantation in das defekte, zu regenerierende Gewebe 

ermöglichen (Khan et al. 2012). Gelingt es die vielen Einflussfaktoren dieser Prozesse 

zu kontrollieren und optimieren, so können durch das Tissue Engineering defekte oder 

zerstörte Gewebe ersetzt, in ihrer Funktion eingeschränkte Gewebe unterstützt und 

Regenerationsprozesse verbessert werden. Die Nutzung des Tissue Engineerings ist für 

viele medizinische Fachdisziplinen eine hoffnungsvolle Therapieoption und wird daher 
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aktuell intensiv erforscht. Insbesondere die Nutzung von in vitro gezüchtetem Gewebe 

aus autologen Zellen stellt auch bei Knochendefekten eine vielversprechende 

Alternative zur kurativen Behandlung dar, da das Risiko von Abstoßungsreaktionen und 

mangelnder Biokompatibilität minimiert wird. Mögliche autologe Zellen, die dafür 

genutzt werden können, sind mesenchymale Stromazellen, wie sie aus dem 

Knochenmark (BMSCs), aus dem Fettgewebe (ASCs) oder der Zahnpulpa (DSCs) 

isoliert werden können (Gupta und Chang 2010). Dass MSCs ein multipotentes 

Differenzierungspotential besitzen, gut in vitro kultiviert werden können, 

hypoimmunogen, immunregulatorisch und so für verschiedene mögliche 

Therapieansätze zur Verfügung stehen, macht sie zu einem Hoffnungsträger in der 

regenerativen Medizin (Tissue engineering 2000). Die autologe MSC-basierte Therapie 

von Knochendefekten konnte bereits erfolgreich im Schafmodell demonstriert werden 

(Niemeyer et al. 2010). Dies war ein wegweisender Schritt für die klinische Etablierung 

des Bone Tissue Engineerings bei der Therapie von Critical-Size-Defekten, weil gezeigt 

werden konnte, dass diese mit autologen BMSCs therapiert werden können. Die Zellen 

wurden hierbei auf eine dreidimensionale Hydroxylapatit-Trägermatrix, die dem 

Knochendefekt in Form und Größe nachempfunden war, gegeben (Quarto et al. 2001). 

Für das Bone Tissue Engineering ist es für eine erfolgreiche Therapie von besonderer 

Bedeutung nicht nur geeignete Zellen zu identifizieren, sondern deren Interaktion mit 

einer Trägermatrix, also geeigneten Knochenersatzmaterialien, zu optimieren (Arealis 

und Nikolaou 2015). Diese biokompatible Trägermatrix stellt sicher, dass die autologen 

oder allogenen MSCs am Ort des Defekts verbleiben und bietet eine Leitstruktur, so 

dass ein Gewebewachstum möglich ist. Die osteoinduktive Interaktion der MSCs mit 

dem Scaffold beeinflusst neben der Integration der MSCs in das Zielgewebe auch die 

zelluläre Kommunikation mit ortsständigen Zellen, so dass durch die MSC-basierte 

Therapie auch das Regenerationspotential der bereits im Gewebe vorhandenen Zellen 

verbessert wird, u. a. durch eine Verbesserung der Regeneration, Angiogenese, 

Immunmodulation und Rekrutierung weiterer Zellen (Dimarino et al. 2013) (Abb. 1). 

Zur Geweberegeneration tragen also auch endogene MSCs bei, die durch die 

implantierten MSCs rekrutiert werden, die entweder aus dem Zielgewebe, dem 

Knochenmark oder anderen mesenchymalen Geweben entstammen und durch 

Proliferation und Differenzierung zerstörtes Gewebe ersetzen (Erices et al. 2000). Für 

die Geweberegeneration im Rahmen des Bone Tissue Engineerings ist die 

Mikroumgebung der MSCs von entscheidender Bedeutung, die durch 
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Differenzierungsfaktoren der Osteogenese von MSCs, wie z. B. Bone morphogenetic 

proteins (BMPs), beeinflusst wird. Zur Etablierung und klinischen Evaluation der 

verschiedenen Ansätze MSC-basierter Therapie bei Knochendefekten und systemischen 

Knochenerkrankungen ist es unverzichtbar, zu untersuchen, welche Wirkungen solche 

Faktoren wie BMPs auf die Differenzierung von MSCs haben, um die Erkenntnisse für 

die Optimierung einer MSC-basierten Therapie zu nutzen. Die Aufklärung molekularer 

Einflussfaktoren auf das Differenzierungsverhalten von MSCs und deren Modifikation 

durch Supplementation von Wachstumsfaktoren oder Inhibitoren ist eine essentielle 

Aufgabe auf dem Weg zu standardisierten klinischen MSC-basierten Therapien. 

 

Abb. 1: Interaktionsschema zwischen MSCs, Trägermatrix und Knochendefekt 

Das Regenerationspotential der MSC-basierten Therapie von Knochendefekten wird durch die Interaktion 

zwischen transplantierten mesenchymalen Stromazellen (MSCs), biokompatibler Trägermatrix, 

ortsständigen Zellen und der extrazellulären Matrix am Ort des Knochendefekts beeinflusst. 

1.2 Mesenchymale Stromazellen (MSCs) 

Multipotente mesenchymale Stromazellen (MSCs) entstehen durch asymmetrische 

Teilung und stellen eine undifferenzierte Zellpopulation im Gewebe dar (Pittenger et al. 
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1999). Teilt sich eine multipotente Stromazelle, so differenziert sich eine Tochterzelle 

in eine gewebespezifische Zelle, die andere Tochterzelle verbleibt im undifferenzierten, 

multipotenten Zustand und trägt so zum Erhalt der Zellpopulation der multipotenten 

Stromazellen durch ihre Autoreproduktion, die als self renewal bezeichnet wird, bei 

(Song et al. 2006). Diese Differenzierung der Tochterzelle wird durch Wachstums- und 

Differenzierungsfaktoren gesteuert und sorgt dafür, dass diese Zelle sich über eine 

Progenitorzelle zu einer differenzierten Zelle eines Gewebes entwickelt. Dadurch wird 

die Differenzierung zu einem definierten Zelltyp erreicht (Knoblich 2001). Primär ist 

die Aufgabe der MSCs die zelluläre Homöostase und die Regeneration ihres Gewebes 

(Atari et al. 2012). Im Gegensatz zu embryonalen Stammzellen sind MSCs multipotent. 

Ihr Differenzierungspotential ist also eingeschränkter und es besteht die Möglichkeit 

sich in verschiedene Zelltypen einer Linie wie Adipozyten, Chondrozyten oder 

Osteozyten zu differenzieren (Buddecke 2002). Jedoch konnte auch die Möglichkeit 

einer Transdifferenzierung der MSCs in Zellen aller drei Keimblätter nachgewiesen 

werden (Song und Tuan 2004). MSCs sorgen also für den Erhalt des Gewebes und 

können durch die Differenzierung einer Tochterzelle zugleich liniendeterminierte 

Progenitorzellen generieren und so die zelluläre Homöostase des Zielgewebes 

regulieren (Gilbert et al. 2006; Khan et al. 2012; Haas und Kronenwett 2005). In 

Abgrenzung dazu sind embryonale Stammzellen nach dem 8-Zell-Stadium pluripotent, 

das heißt jede Zelle ist im Stande in die Zelltypen der drei Keimblätter zu 

differenzieren. Vor dem 8-Zell-Stadium der Zygote ist außerdem die Differenzierung in 

extraembryonales Gewebe möglich; diese embryonalen Stammzellen werden als 

totipotent bezeichnet (Haas und Kronenwett 2005; Buddecke 2002). Um in der 

Nomenklatur eine Trennung zwischen multi- und pluripotentem 

Differenzierungspotential zu bewahren, wurde durch die International Society for 

Cellular Therapy vorgeschlagen, nur Zellen mit pluripotentem 

Differenzierungspotential als Stammzellen zu bezeichnen (Horwitz et al. 2005). 

Aus verschiedenen Geweben lassen sich im adulten Organismus MSCs isolieren, die 

eine heterogene Zellpopulation mit einem multipotenten Differenzierungspotential 

darstellen (Friedenstein et al. 1966). 1960 wurden erstmals von A. J. Friedenstein MSCs 

im Knochenmark entdeckt, die als Stammzellquelle für Regenerationsprozesse im 

adulten Körper identifiziert werden konnten (Wong 2011). Aufgrund der auffälligen 

Homologie dieser Zellpopulation zu Fibroblasten bezüglich Morphologie und 
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Plastikadhärenz wurden diese als fibroblastoide Zellen beschrieben, von denen einige 

die Möglichkeit zur Bildung von Zellkolonien aufwiesen und die als colony forming 

units fibroblasts (CFU-F) bezeichnet wurden (Hanley et al. 2013; Horwitz und 

Dominici 2008). MSCs haben die Fähigkeit nach asymmetrischer Teilung zu 

differenzieren; in diesem Fall in Zelltypen mesenchymalen Ursprungs. Insbesondere ein 

osteogenes, chondrogenes und adipogenes Differenzierungspotential charakterisiert die 

von Friedenstein beschriebenen CFU-Fs (Caplan 1991; Wong 2011). Neben dem 

Knochenmark als Quelle zur Isolation von MSCs konnten mittlerweile auch 

verschiedene andere Gewebe wie das Fettgewebe und die Zahnpulpa als histologischer 

Ursprung adulter MSCs identifiziert werden (Gronthos et al. 2000; Zuk et al. 2001). Zur 

zellbasierten Therapie von Gewebe- und Organdefekten soll im Rahmen des Tissue 

Engineerings das Differenzierungspotential der MSCs genutzt werden. So können 

Defekte durch autologe multipotente Zellen, die in die Zielzellen des geschädigten 

Gewebes differenziert werden, regeneriert werden (Wang et al. 2012; Pourrajab et al. 

2013). Forschung und Nutzung von MSCs ist hierbei im Vergleich zu Stammzellen 

embryonaler Herkunft, die für ähnliche Therapieansätze in Betracht kommen, neben der 

Möglichkeit zur autologen Gewinnung, auch ethisch unbedenklich und daher zu 

favorisieren (Monti und Redi 2011). Dennoch birgt der Einsatz einer MSC-basierten 

Therapie Risiken, die vor einem klinischen sicheren Einsatz evaluiert werden müssen: 

die Nutzung von MSCs bei Gewebedefekten erhöht das Risiko einer Tumorgenese und 

–proliferation, das bei embryonalen Stammzellen allerdings noch größer ist als bei 

MSCs (Werbowetski-Ogilvie et al. 2009; Shih et al. 2007; Blum und Benvenisty 2008). 

Allerdings konnte auch gegenteilig gezeigt werden, dass MSCs Tumoren positiv 

regulieren können, z. B. durch Apoptoseinduktion entarteter Zellen (Sun et al. 2009) 

und Inhibition der tumorinduzierten Angiogenese (Otsu et al. 2009). Nicht zuletzt muss 

bedacht werden, dass MSCs selbst zu Tumorzellen entarten können (Wong 2011). Für 

den klinischen Einsatz ist außerdem relevant, dass nach erfolgter Implantation der 

MSCs der Anteil vitaler Zellen häufig nur bei 40 – 60 % liegt und so der Gewebedefekt 

in aller Regel nicht vollständig mit vitalen MSCs besetzt wird und die 

Geweberegeneration auch von der Anzahl der Stammzellen in der Mischpopulation 

abhängt (Choi et al. 2008; Mauney et al. 2007). 

MSCs sind eine heterogene Zellpopulation, die aus zahlreichen Geweben isoliert 

werden können. Um nach der Isolation zu verifizieren, dass es sich um MSCs handelt, 
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werden die Stromazellen auf bestimmte Kriterien überprüft, die von der International 

Society for Cellular Therapy festgelegt worden sind. Demnach sollen MSCs nach der 

Isolation in der Zellkultur plastikadhärent sein und ein osteogenes, chondrogenes und 

adipogenes Differenzierungspotential aufweisen (Bourin et al. 2013; Dominici et al. 

2009). Ferner werden die MSCs immunphänotypisch auf die Ausprägung bestimmter 

Oberflächenantigene, den Cluster of Differentiation, untersucht. Dabei sollten die MSCs 

eine Expression von CD29, CD44, CD73, CD90 und CD105 zeigen (Wong 2011). 

Nicht exprimieren sollten die MSCs allerdings die Antigene CD14, CD34 und CD45 

(Dominici et al. 2006). Zu beachten ist allerdings, dass ASCs für CD34 in frühen 

Passagen positiv sind (Gimble et al. 2007). Relativiert wird das Kriterium der 

Oberflächenantigene zusätzlich durch die Beobachtung, dass deren Expression durch 

Kulturseneszenz verändert wird und vom histologischen Ursprung der MSCs und deren 

Entnahmeort abhängt (Keating 2012; Mitchell et al. 2006). 

1.2.1 Mesenchymale Stromazellen aus dem Knochenmark (BMSCs) 

MSCs aus dem Knochenmark sind die am längsten und meisten genutzten adulten 

multipotenten Zellen im Rahmen des Tissue Engineerings (Seong et al. 2010; Baksh et 

al. 2007). Die Nutzung autologer BMSCs ist jedoch limitiert und mit einer erhöhten 

Entnahmemorbidität im Vergleich zu anderen histologischen Quellen für MSCs 

verbunden. Immunphänotypische Analysen der BMSCs zeigen, dass es sich auch hier 

um eine heterogene Zellpopulation handelt, von denen nur ein Teil multipotente 

Stammzelleigenschaften und ein Differenzierungspotential in Osteoblasten, 

Chondroblasten oder Adipozyten besitzt (Kuznetsov et al. 1997). Zur klinischen 

Etablierung der MSC-basierten Therapie sind entsprechende Tiermodelle notwendig. 

Das Schwein eignet sich als Modellorganismus, insbesondere zur Untersuchung der 

Frakturheilung, besonders gut, weil die Morphologie des Knochens und die 

Knochenneubildungsrate dem humanen System am meisten ähneln (Aerssens et al. 

1998). 2012 wurden auch auf zellulärer Ebene die Eigenschaften humaner und porciner 

MSCs verglichen und es konnte gezeigt werden, dass die Isolation, Kultivierung und 

der Immunphänotyp, sowie auch das Differenzierungspotential der multipotenten Zellen 

weitestgehend ähnlich sind (Noort et al. 2012). Analog zu den BMSCs konnten auch im 

porcinen System MSCs im Fettgewebe identifiziert werden, wodurch diese beiden 

histologischen Quellen für MSCs zwischen Mensch und Schwein gut vergleichbar sein 

sollten (Qu et al. 2007). 
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1.2.2 Mesenchymale Stromazellen aus dem Fettgewebe (ASCs) 

MSCs adipogener Herkunft werden als Adipose-derived stromal cells bezeichnet 

(ASCs). In der regenerativen MSC-basierten Therapie gewinnen diese Zellen 

zunehmend an Bedeutung, da das Fettgewebe für den Patienten als Entnahmeort 

aufgrund geringerer Invasivität vorzuziehen ist (Bray 2004). Im Gegensatz zur 

Entnahme von Knochenmark ist die Liposuktion ein vielfach durchgeführter, elektiver 

Eingriff, bei dem in Abhängigkeit von der Körperkonstitution des Patienten bis zu 3 

Liter Aspirat entnommen werden können, die in der Regel verworfen werden (Bray 

2004). Neben dem Liposuktionsaspirat können ASCs aber auch aus dem 

Unterhautfettgewebe oder abdominalen Fettpolstern problemlos und risikoarm 

minimalinvasiv gewonnen werden (Nakagami et al. 2006). Dies ist ein erheblicher 

Vorteil zur klinischen Nutzung von BMSCs, die nur aufwendig invasiv und deutlich 

risikobehafteter bei geringerer Zellausbeute gewonnen werden können (Lee et al. 2003). 

ASCs besitzen ebenfalls die Fähigkeit zur osteogenen, chondrogenen und adipogenen 

Differenzierung und zeigen im humanen System immunphänotypisch eine Ähnlichkeit 

von etwa 90 % zu BMSCs (Zuk et al. 2002). Es konnte ferner gezeigt werden, dass 

humane ASCs im Gegensatz zu BMSCs keine Reduktion des osteogenen 

Differenzierungspotentials mit steigendem Alter des Donors aufweisen, was für eine 

klinische Anwendung von Bedeutung sein kann (Chen et al. 2012). Darüber hinaus 

lassen sich aus Liposuktionsaspirat deutlich mehr ASCs gewinnen als BMSCs aus 

Knochenmarkaspirat (Fraser et al. 2006). 

1.3 Osteogenese der MSCs 

Durch Supplementation entsprechender bioaktiver Faktoren lassen sich MSCs osteogen, 

chondrogen und adipogen differenzieren (Pittenger et al. 1999). Bei Kultivierung unter 

basalen Proliferationsbedingungen ist die gleichzeitige Expression spezifischer Gene für 

die osteogene (Osterix), chondrogene (SOX9) und adipogene (PPARγ) Zelllinie in 

humanen MSCs nachweisbar. Bei der gerichteten osteogenen Differenzierung in eine 

ausdifferenzierte Gewebszelle durch Koinkubation mit entsprechenden Faktoren wird 

die Expression der chondrogenen und adipogenen Transkriptionsfaktoren 

herunterreguliert (Ahdjoudj et al. 2001).  
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Für die Osteogenese humaner MSCs konnten Dexamethason, β-Glycerophosphat und 

Ascorbinsäure als essentielle Differenzierungsfaktoren identifiziert werden (Pittenger et 

al. 1999). Die osteogene Differenzierung der MSCs verläuft über 

Osteoprogenitorzellen, Präosteoblasten, Osteoblasten zu Osteozyten. Die einzelnen 

Differenzierungsstufen werden durch Expression spezifischer Transkriptionsfaktoren 

reguliert. Die osteogene Differenzierung lässt sich u. a. in die Stadien Proliferation, 

Matrixreifung und Mineralisation der extrazellulären Matrix einteilen. Die sich aus den 

Osteoprogenitorzellen entwickelnden Präosteoblasten sind ebenfalls weiter proliferativ 

und zeigen eine erhöhte Alkalische-Phosphatase-Aktivität; außerdem bilden sie 

Kollagen Typ I (Shui et al. 2003; Qi et al. 2003). Bei der Differenzierung zu 

Osteoblasten verlieren die Zellen ihre Teilungsfähigkeit, synthetisieren aber in großem 

Umfang Komponenten der Knochenmatrix wie Osteocalcin, Osteopontin und 

Osteonectin (Ducy et al. 2000; Siggelkow et al. 2004). Glukokortikoide wie 

Dexamethason sind osteoinduktiv und für die Bildung der extrazellulären Matrix von 

großer Bedeutung (Bellows et al. 1987; Cheng et al. 1996). Durch entsprechende 

Supplementation des Differenzierungsmediums wird die Expression osteospezifischer 

Marker wie der Alkalischen Phosphatase und RUNX2 zunächst hochreguliert (Cheng et 

al. 1994; Viereck et al. 2002; Beloti und Rosa 2005). Allerdings konnte gezeigt werden, 

dass darüber hinaus in Abhängigkeit von der Konzentration des Glukokortikoids neben 

der Osteogenese auch die adipogene Differenzierung in BMSCs induziert wird (Bennett 

et al. 1991; Yin et al. 2006). Ascorbinsäure ist für die Osteogenese notwendig, weil es 

für die enzymatische Hydroxylierung des Kollagens benötigt wird, das dadurch seine 

Struktur und Stabilität erhält (Murad et al. 1981). Zusätzlich übt Vitamin C in MSCs 

einen osteogenen Stimulus durch Induktion der Kollagen- und Alkalische-Phosphatase-

Synthese aus (Franceschi und Young 1990). In der Zellkultur wird das Derivat L-

Ascorbinsäure-2-phosphat genutzt, das stabiler als Vitamin C ist (Takamizawa et al. 

2004). So ist für die enzymatische Hydroxylierung von Prolin und Lysin in Prokollagen 

Vitamin C als Cofaktor notwendig (Vater et al. 2011). Somit liegt die Bedeutung von 

Vitamin C für die osteogene Differenzierung insbesondere in der Bildung von Kollagen, 

das für die extrazelluläre Matrix benötigt wird. Die Bildung von Kollagen durch die 

MSCs ist Voraussetzung für die weitere Differenzierung der Osteoblasten, da diese eine 

kollagenhaltige extrazelluläre Matrix benötigen (Xiao et al. 2002). Ferner wird für die 

Mineralisation der extrazellulären Matrix β-Glycerophosphat genutzt, das der 

Alkalischen Phosphatase als Substrat dient (Tenenbaum et al. 1992). Neben der 
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Funktion als Phosphatquelle für die Mineralisierung der extrazellulären Matrix und 

Bildung des Hydroxylapatits, beeinflusst vermutlich β-Glycerophosphat wie BMP-2 

auch intrazellulär die Expression von Genen, die bei der osteogenen Differenzierung 

eine wichtige Funktion übernehmen (Tada et al. 2011). 

Inhibitoren tragen entscheidend zur Aufklärung spezifischer Signalwege bei und 

demonstrieren, welche Bedeutung distinkte Signalwege für zelluläre Prozesse haben 

und können so auch für klinische Therapien von Bedeutung sein (Blake et al. 2000). Zur 

Evaluation der Bedeutung der für die Osteogenese vermeintlich bedeutsamen 

Signalwege, wie Transforming growth factor-β (TGF-β), BMP und Fibroblast growth 

factor (FGF), ist also der Einsatz spezifischer Inhibitoren dieser 

Signaltransduktionswege eine sinnvolle Möglichkeit, um ein tieferes Verständnis der 

molekularen Mechanismen bei Differenzierungsprozessen in porcinen MSCs zu 

untersuchen. 

1.3.1 TGF-β-Signalweg und Inhibition durch SB431542 

TGF-β, BMP und Activine gehören zur TGF-β-Superfamilie, die sekretierte 

Wachstumsfaktoren darstellen. Die Signaltransduktion der TGF-β-Superfamilie läuft 

über zwei Typen von Serin-/Threoninrezeptorkinasen, wobei entsprechende Liganden 

zunächst an den Typ-2-Rezeptor binden, der daraufhin den Typ-1-Rezeptor aktiviert 

(Massagué 1998). Zu den TGF-β-Typ-1-Rezeptoren gehören verschiedene Activin 

receptor-like kinases (ALK) wie ALK4, ALK5 und ALK7. Durch diesen 

Rezeptorkomplex wird intrazellulär Smad2/3-abhängig Smad4 aktiviert und so die 

Expression TGF-β-spezifischer Zielgene, wie Kollagen Typ I beeinflusst (Bubnoff und 

Cho 2001). Interessanterweise wird nicht nur beim TGF-β-Signalweg, sondern auch 

beim BMP-Signalweg der Einfluss auf die Expression osteogenesespezifischer 

Signalwege über Smad4 vermittelt. Proteine der TGF-β-Familie tragen somit zur 

Osteogenese der MSCs bei, obwohl ebenso gezeigt wurde, dass in späten Phasen TGF-β 

einen inhibierenden Einfluss hat (Janssens et al. 2005; Canalis et al. 2003). Für die frühe 

osteogene und chondrogene Differenzierung ist der TGF-β-Signalweg von besonderer 

Bedeutung, wohingegen die spätere Differenzierung der Osteoblasten gehemmt wird.  

Die TGF-β-Signaltransduktion kann durch den reversiblen Inhibitor SB431542 

gehemmt werden (Ho und Whitman 2008). Spezifisch wird hierbei die durch ALK4 und 

ALK5 induzierte Phosphorylierung von Smad2 inhibiert. BMP-induzierte 
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Signalkaskaden über ALK2, ALK3 und ALK6 werden nicht gehemmt (Inman et al. 

2002; Laping et al. 2002). SB431542 wurde in dieser Arbeit daher zur selektiven 

Inhibition des TGF-β-Signalweges genutzt. 

1.3.2 BMP-Signalweg und Inhibition durch Dorsomorphin 

BMPs gehören zur TGF-β-Proteinfamilie, die die Differenzierung von MSCs zu 

Osteoblasten induzieren können (Phimphilai et al. 2006). Von über 20 verschiedenen 

BMP-Homo- und Heterodimeren spielt insbesondere BMP-2 im humanen System bei 

der induzierten Osteogenese von MSCs eine wichtige Rolle (Rahman et al. 2015). Die 

positive Wirkung von BMP-2 auf die osteogene Differenzierung von MSCs konnte in 

verschiedenen Experimenten sowohl im humanen System als auch in Tiermodellen 

gezeigt und bestätigt werden. Der osteogene Stimulus durch BMP-2 konnte im 

Tiermodell am Critical-Size-Defekt evaluiert werden: hier konnte die Koinkubation des 

Wachstumsfaktors erheblich zur Regeneration der Knochendefekte beitragen (Chen et 

al. 2004). Für BMPs existieren TGF-β-Typ-1- und Typ-2-Rezeptoren. Von den sieben 

bekannten TGF-β-Typ-1-Rezeptoren binden BMPs an ALK2, ALK3 und ALK6; 

demgegenüber binden TGF-βs und Activine u. a. an ALK4, ALK5 und ALK7 

(Deschaseaux et al. 2009). Bei Bindung eines entsprechenden Liganden durch die BMP-

Rezeptoren werden intrazellulär Smad1, Smad5 und Smad8 phosphoryliert, die dadurch 

Smad4 aktivieren. Durch diesen Komplex wird die Expression BMP-spezifischer 

Zielgene wie Osterix (Zhang 2010) und RUNX2 stimuliert (Javed et al. 2009). 

Der irreversible Inhibitor Dorsomorphin, der synonym als Compound C erforscht wird, 

blockiert die durch verschiedene BMP-Liganden induzierte Aktivierung der Rezeptoren 

ALK1, ALK2, ALK3 und ALK6 und somit die Phosphorylierung von Smad1, Smad5 

und Smad8, so dass Dorsomorphin hemmend auf BMP-Typ-1-Rezeptoren wirkt. In 

bisherigen Studien konnte gezeigt werden, dass Dorsomorphin potent die osteogene 

Differenzierung in vitro in MSCs inhibieren kann (Hong und Yu 2009). Dorsomorphin 

wurde in dieser Arbeit zur gezielten Hemmung des BMP-induzierten Signalweges 

genutzt. 

1.3.3 FGF-Signalweg und Inhibition durch BGJ398 

Die FGF-Familie zählt zu den Wachstumsfaktoren, die Proliferations- und 

Differenzierungsprozesse regulieren. Fibroblast growth factor receptor (FGF-R) sind 
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zellmembranständige Rezeptoren und stellen molekularbiologisch 

Rezeptortyrosinkinasen dar, die durch Ligandenbindung mit anschließender 

Autophosphorylierung intrazellulär weitere Phosphorylierungsschritte initiieren (Lee et 

al. 1989). FGF-2 hat dabei auch Einfluss auf den Knochenstoffwechsel und wird von 

Adipozyten sekretiert (Kühn et al. 2012). So ist auch der FGF-Signalweg für die 

osteogene Differenzierung der MSCs von Bedeutung (Ng et al. 2008). 

Der Inhibitor BGJ398, der auch als Infigratinib klinisch genutzt wird, hemmt die FGF-

Rezeptortyrosinkinasen 1, 2 und 3 (Konecny et al. 2013). Durch die reversible 

Inhibition der Kinaseaktivität wird der FGF-Signalweg blockiert (Tan et al. 2014). Zu 

diesem Zweckwurde BGJ398 in dieser Arbeit zur Untersuchung der osteogenen 

Differenzierung in MSCs genutzt. 

1.4 Projektpräsentation 

In Anlehnung an ein in der Klinik für Unfall- und Handchirurgie des 

Universitätsklinikums Düsseldorf etabliertes Tiermodell zur Therapie von Critical-Size-

Defekten des Knochens soll im Rahmen dieser Arbeit die osteogene 

Regenerationskapazität von porcinen ASCs und BMSCs untersucht werden (Jungbluth 

et al. 2010). Diese Knochendefekte kritischer Größe, wie sie beispielsweise nach einem 

schweren Trauma oder Tumor entstehen können, sind dadurch charakterisiert, dass sie 

ohne Zuhilfenahme einer Knochenersatztherapie wie z. B. der Spongiosaplastik, einer 

autologen Transplantation von Spongiosa, nicht spontan heilen können (Schmitz und 

Hollinger 1986). Aufgrund der Entnahmemorbidität und der begrenzten Verfügbarkeit 

sucht man nach vielversprechenden Alternativen zur Spongiosaplastik. MSCs lassen 

sich gut expandieren und osteogen differenzieren, so dass sie eine vielversprechende 

Quelle sind, um auch große Knochendefekte zu therapieren. Um die Regeneration 

solcher Defekte zu optimieren, sollen MSCs entnommen, in vitro expandiert und in 

osteoblastoide Zellen differenziert und in den Defekt auf ein Knochenersatzmaterial als 

Trägermatrix implantiert werden. Von relevanter Bedeutung ist die Fragestellung, 

welche MSCs für diese Therapie zu favorisieren sind und wie der Regenerationsprozess 

durch osteoinduktive Differenzierung der Zellen zu optimieren ist. Dabei steht die 

Aufklärung molekularer Mechanismen, die die osteogene Differenzierung der MSCs 

beeinflussen, im Fokus. Im Tiermodell wird der zu therapierende Critical-Size-Defekt 

an der Tibia der Göttingen Minipigs durch ein standardisiertes Verfahren erzeugt und 
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das Regenerationspotential in vitro differenzierter MSCs nach erfolgter Reimplantation 

verglichen. Nach Euthanasie der Versuchstiere werden histologische Analysen 

Aufschlüsse über das Regenerationspotential der MSCs liefern. Die Ergebnisse der 

Bedeutung der histologischen Herkunft, der Optimierung der Osteogenese durch 

Zugabe von Wachstumsfaktoren und der In-vivo-Untersuchung werden wegweisende 

Erkenntnisse über die Anwendbarkeit MSC-basierter Therapie bei Critical-Size-

Defekten liefern und so als Grundlage für weitere Studien und eine klinische 

Anwendung am Menschen dienen. 

 

Abb. 2: Übersicht des Projekts zur MSC-basierten Therapie von Critical-Size-Defekten 

Mesenchymale Stromazellen (MSCs) verschiedenen histologischen Ursprungs werden isoliert und 

in vitro osteogen differenziert. Nach erfolgreichem Differenzierungsnachweis der MSCs werden diese in 

einen künstlich hervorgerufenen Critical-Size-Defekt transplantiert und anschließend das 

Regenerationspotential histologisch evaluiert. 

1.5 Ziele der Arbeit 

MSCs sind eine vielversprechende Therapieoption für die Knochenregeneration und 

werden bereits in ersten klinischen Therapieansätzen genutzt. Das osteogene 

Differenzierungspotential der MSCs ist abhängig von verschiedenen Parametern wie 

unter anderem dem Gewebeursprung, den Kulturbedingungen und von etwaig 
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verwendeten Knochenersatzmaterialien. Insbesondere humane BMSCs sind gut 

charakterisiert und im Vergleich zu MSCs anderer histologischer Herkunft besonders 

gut erforscht. Zur standardisierten Evaluation einer MSC-basierten Therapie ist die 

Nutzung geeigneter Tiermodelle unverzichtbar. Hierfür ist das Minipigmodell 

besonders geeignet, weil die Anatomie, Morphologie und das Remodelling des 

Knochens den humanen physiologischen Gegebenheiten am meisten ähnelt (Pearce et 

al. 2007). Zur sicheren Evaluation geplanter In-vivo-Experimente ist es unabdingbar die 

Differenzierungseigenschaften porciner MSCs vorab in vitro genau zu untersuchen, um 

anschließend in einem autologen Therapieansatz im Tiermodell das 

Regenerationspotential bewerten zu können. 

Im Rahmen dieser Arbeit soll der osteogene Differenzierungsprozess porciner MSCs 

aus dem Knochenmark und dem Fettgewebe sowie die Bedeutung spezifischer 

Signalwege über 28 Tage analysiert werden, um die Ursachen des unterschiedlichen 

Differenzierungsverhaltens in Abhängigkeit vom histologischen Ursprung der autologen 

Zellen aufzuklären. Die MSCs werden dazu standardisiert in vitro osteogen 

differenziert, um das Differenzierungspotential und die Progression der Osteogenese der 

MSCs beurteilen und vergleichen zu können. Für die Aufklärung osteoregenerativer 

Mechanismen und die klinische Nutzung der MSC-basierten Therapie muss darüber 

hinaus in präklinischen Experimenten analysiert werden, welche molekularen 

Mechanismen der zelltypspezifischen osteogenen Differenzierung zu Grunde liegen, 

wie diese mit bestimmten Faktoren wechselwirken und inwieweit sich das osteogene 

Differenzierungspotential dementsprechend optimieren lässt. Die Inhibition des FGF-, 

TGF-β- und BMP- Signalweges soll Aufschluss darüber geben, welche Bedeutung diese 

Signalkaskaden für den Differenzierungsprozess der genutzten MSCs haben, wie sie 

sich bezüglich ihres Gewebeursprungs unterscheiden und ob durch gezielte Inhibition 

oder Induktion entsprechender Signalwege die Osteogenese optimiert werden kann. Die 

entsprechenden Ergebnisse sollen dazu beitragen, Differenzierungsprozesse der 

porcinen ASCs und BMSCs aufzuklären, so dass qualitative Rückschlüsse auf eine In-

vivo-Untersuchung getroffen werden können, um zukünftig geplante zellbasierte 

Therapien unter standardisierten, sicheren und bestmöglichen Ergebnissen der 

knöchernen Regeneration gewährleisten zu können. 
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2 Material und Methoden 

2.1 Geräte 

Gerät Hersteller 

Abzug Waldner 

Brutschrank Thermo Electron Corperation HERAcell® 150 

Durchflusszytometer BD Biosciences FACSCalibur  

Kryo-Einfriergerät 
Schmidt Laborgeräte und Umweltsimulationen Cryo-Einfriergerät  

Mr. Frosty 

Heizbad Fisher Scientific drybath 

Magnetrührer IKA®
 
RET control/t IKAMAG®

 
safety control  

Mikroskop Zeiss Axiovert 40 

Multipipette Eppendorf Multipipette® plus 

pH-Meter HANNA instruments® HI 2211 Basic pH/ORP Benchtop Meter 

Photometer Eppendorf Biophotometer plus 

Pipettierhelfer Brand accu-jet® pro 

Pipetten 

Eppendorf Research® fix 0,5 – 10 µl 

Eppendorf Research® fix 10 – 100 µl  

Eppendorf Research® fix 100 – 1000 µl 

Thermo Scientific DH09306  

Taumel-Rollenmischer 
RM5-V 1750 

RM5-V80 1752 

Multiplattenlesegerät Perkin Elmer VICTOR3
™ 

V Multilabel Counter model 1420 

Waage 

KenABJ Log NoA01 Electronic Balance Typ ABJ2204 No 

WB1150494 

Ken 440-45 

Werkbank Thermo Electron Corporation HERAsafe® 

Zentrifuge 

Thermo Electron Corporation Heraeus Fresco 17 Centrifuge 

Thermo Scientific Heraeus Megafuge 16 R 

Thermo Scientific Heraeus Pico 17 Mirocentrifuge  

Tabelle 1: Geräte mit Herstellernachweis 

 



Material und Methoden 

15 
 

2.2 Verbrauchsmaterialien 

Material Hersteller 

0,5 ml Reaktionsgefäße  Eppendorf Safe-Lock Tubes
™

 0,5 ml 

1,5 ml Reaktionsgefäße SARSTEDT Reagiergefäß 1,5 ml EASY CAP 

1,5 ml Reaktionsgefäße Eppendorf Safe-Lock Tubes
™

 1,5 ml 

2 ml Reaktionsgefäße Eppendorf Safe-Lock Tubes
™

 2 ml 

15 ml Falcons  GREINER bio-one Art.-Nr.: 188171 

50 ml Falcons GREINER bio-one Art.-Nr.:227261 

6-Well Platten CytoOne 6-well TC plate 

12-Well Platten GREINER 12-Well CELLSTAR® Tissue Culture Plates 

96-Well Platten GREINER 96-Well CELLSTAR® Tissue Culture Plates  

Blotting Filter Papier Invitrogen, 2,55 mm thick, Cat.-Number: LC2010 

Einfrierröhrchen GREINER bio-one Cryo.s
™ 

Einfrierröhrchen 2 ml
™ 

 

Pasteurpipetten aus Glas   BRAND GmbH + Co KG Pasteurpipetten ISO 7712 

Pasteurpipetten aus Plastik   
Ratiolab-GmbH, Pasteur-Plast Pipetten 3 ml Makro, graduiert, 

150 mm, unsterile, Box a 500 Art.-Nr.-2600111 

Stripetten 5 ml Costar® 5 mL Shorty Stripette® Serological Pipets 

Stripetten 10 ml Costar® 10 mL Shorty Stripette® Serological Pipets 

Stripetten 25 ml Costar® 25 mL Shorty Stripette® Serological Pipets 

T25er-Flaschen CELLSTAR® Cell Culture Flasks 25 cm
2
 red filter cap 

T75er-Flaschen CELLSTAR® Cell Culture Flasks 75 cm
2
 red filter cap 

Zählkammer Neubauer Zählkammer 

Zellschaber GREINER BioOne Cell Scraper, blue, 40 cm 

Tabelle 2: Verbrauchsmaterialien mit Herstellernachweis 

2.3 Chemikalien, Zellkulturlösungen und Zytokine 

Substanz Hersteller 

1-Cetylpyridiniumchlorid 

Monohydrat 
VWR® 1-Cetylpyridiniumchlorid Monohydrat TECHNICAL 

Alizarin-Rot-S 
Merck KGaA 106278 Alizarin red S mono sodiumsalt (C.I. 

58005) 

Aqua dest. (steril) Aqua B. Braun, 1000 mL 

BGJ398 ApexBio Technology, Cat.-Number: A3014 

BMP-2, Recombinant Human Peprotech, Cat.-Number:120-02  

CellTiter Blue Promega CellTiter Blue®-Cell Viability Assay 
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Dexamethason SIGMA Dexamethasone D1756 - ≥ 98 % (HPLC), powder 

DMEM (4,5 g/l Glucose) Gibco 

DMSO 
SIGMA-ALDRICH® Dimethyl sulfoxide D2650 – Hybri-Max

™
, 

sterile-filtered, BioReagent, suitable for hybridoma, ≥99.7 & 

Dorsomorphin Tocris, Cat.-Number: 3093 

Ethanol zur Desinfektion  
Merck KGaA 100974 Ethanol denatured with about 1 % methyl 

ethyl ketone for analysis EMSURE® 

FBS PAA Fetal Bovine Serum Gold  

Isopropanol Merck KGaA 818766 2-Propanol EMPLURA® 

Kollagenase Typ I Biochrom AG Collagenase Typ I, CLS I 

L-Ascorbinsäure-2-Phosphat 
SIGMA-ALDRICH® L-Ascorbic acid 2-phosphate 

sesquimagnesium salt hydrate A8960-≥ 95 % 

L-Glutamin Life Technologies
™

 L-Glutamine – 200 mM (100X), liquid 

PBS 
Biochrom AG PBS Phosphate Buffered Saline (Dulbecco) 

PBS-Lösung mit Ca
2+

, Mg
2+

 

Penicillin / Streptomycin Gibco® Penicillin-Streptomycin 100X Solution (1000 units) 

β-Glycerophosphat 

SIGMA-ALDRICH® β-Glycerophosphate disodium salt hydrate 

G9422 BioUltra, suitable for cell culture, suitable for plant cell 

culture, ≥99.0 % (titration) 

SB431542 Tocris, Cat.-Number: 1614 

Trypsin/EDTA 
Biochrom AG Trypsin/EDTA-Lösung (0,05 % / 0,02 %) in PBS, 

ohne Ca
2+

, Mg
2+

 

Tabelle 3: Chemikalien, Zellkulturlösungen und Zytokine mit Herstellernachweis 

2.4 Antikörper 

Antikörper Hersteller 

CD14 
MOUSE ANTI HUMAN CD14, Monoclonal Mouse IgG,  

Bio-Rad Cat.-Number: MCA1568GA 

CD26 

CD26 antibody (202-36) [Allophycocyanin], 

Monoclonal Mouse IgG,  

Novus Biologicals Cat.-Number: NB600-552APC 

CD29 

Alexa Fluor® 647 Mouse Anti-Pig CD29, Monoclonal Mouse 

IgG, BD Pharmingen Cat.-Number: 561496 

CD31 

Porcine CD31/PECAM Antibody, Polyclonal Goat IgG,  

R&D Systems Cat.-Number: AF3387 

CD34 Anti-CD34 antibody, Monoclonal Rabbit antibody,  
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abcam Cat.-Number: 81289 

CD44 

PE-Cy™5 Rat Anti-Mouse CD44, Monoclonal Rat, 

BD Pharmingen Cat.-Number: 553135 

CD45 

MOUSE ANTI PIG CD45:FITC, Monoclonal Mouse IgG,  

Bio-Rad Cat.-Number: MCA1222F 

CD73 

Mouse/Porcine 5'-Nucleotidase/CD73 Antibody, Polyclonal Sheep 

IgG, R&D Systems Cat.-Number: AF4488 

CD79 

MOUSE ANTI HUMAN CD79a, Monoclonal Mouse IgG, 

Bio-Rad Cat.-Number: MCA2538GA 

CD90 

APC Mouse Anti-Human CD90, Monoclonal Mouse IgG,  

BD Pharmingen Cat.-Number 559869 

CD105 

Endoglin/CD105 Antibody (MEM-229) [Allophycocyanin], 

Monoclonal Mouse IgG, 

Novus Biologicals Cat.-Number: NB110-58718APC 

HLADR 

MOUSE ANTI PIG SLA CLASS II DR:FITC, Monoclonal 

Mouse IgG, Bio-Rad Cat.-Number: MCA2314F 

Tabelle 4: Antikörper mit Herstellernachweis 

2.5 Biologisches Material 

Für den alleinigen Zweck dieser Arbeit wurden keine Tiere getötet. Die pASCs 

entstammten Schlachtvieh, deren Fettgewebe von einem lokal ansässigen Schlachthof 

bezogen wurde. Die pASCs wurden aus dem Fettgewebe isoliert, das den Tieren nach 

der Schlachtung entnommen wurde. 

Knochenmark und Fettgewebe, aus denen pBMSCs und pASCs gewonnen wurden, 

wurde aus Versuchstieren nach der Euthanasie entnommen, die im Rahmen des 

Tierversuchs „Tierexperimentelle Untersuchung zum Einheilungsverfahren eines 

Calciumphosphatzementes in Kombination mit porcinen oder humanen MSCs 

(mesenchymale Stamm-/Stromazellen) und PRP (Plättchenreiches Plasma)“ 

(Aktenzeichen 84-02.04.2013.A459 des LANUV NRW) finalisiert wurden. 
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Herkunft 
Anzahl 

Spender 

Gewonnenes 

Gewebe 

Isolierte 

Zellen 

Art und 

Rasse 
Alter 

Viersen 15 

Haut mit 

subkutanem 

Fettgewebe 

pASCs 

Hausschwein 

(Dänische 

Sau, Piètrain 

Eber) 

6 Monate +/- 

2 Wochen 

Düsseldorf 

 

6 

 

Haut mit 

subkutanem 

Fettgewebe, 

Knochenmark 

pASCs, 

pBMSCs 

Göttingen 

Minipig 
3 Jahre 

Tabelle 5: Informationen zum biologischen Material 

2.6 Isolation porciner MSCs 

2.6.1 Isolation porciner ASCs 

Unter keimarmen Bedingungen wurde an der dorsalen Oberkeule des Schweins eine 

Hautprobe mit subkutanem Fettgewebe von etwa 20 g exzidiert. Bis zur Isolation wurde 

die Probe gekühlt in PBS²⁻ mit 2 % Penicillin (200 U/ml), Streptomycin (0,2 mg/ml) 

und Amphotericin B (2,5 µg/ml) aufbewahrt und transportiert.  Von der Probe wurde 

das subkutane Fettgewebe freipräpariert und mit einem sterilen Skalpell in kleine 

Stücke zerschnitten. Diese wurden in einem Volumen von 20 ml in ein steriles 50 ml 

Falcon überführt und mit 20 ml sterilfiltrierter Kollagenaselösung (0,2 % Kollagenase 

Typ 1, 1,5 % BSA) inkubiert. Der enzymatische Verdau wurde für 45 min im 

Schüttelbad bei einer Temperatur von 37 °C in schräger Position durchgeführt. Das 

angedaute Fettgewebe wurde durch ein Zellsieb aus Nylon mit 250 µm Porengröße in 

ein 50 ml Falcon filtriert und unter Spülung mit PBS²⁻ wurden die Gewebestücke mit 

einer sterilen Pipette komprimiert, um weitere Zellen durch das Zellsieb zu filtrieren. 

Die so gewonnene Zellsuspension wurde für 10 min bei 1200 U/min zentrifugiert. Die 

obere Phase aus Fettgewebe wurde daraufhin mit einer 25-ml-Pipette abgenommen und 

die darunter befindliche flüssige Phase wurde bis zum Zellpellet abgesaugt und 

ebenfalls verworfen. Das Zellpellet wurde in 5 ml PBS²⁻ resuspendiert und in einem 

neuen Falcon für weitere 5 min bei 1200 U/min zentrifugiert. Der Überstand wurde 

abgesaugt und das Zellpellet mit Proliferationsmedium mit 2 % Penicillin (200 U/ml), 

Streptomycin (0,2 mg/ml) und Amphotericin B (2,5 µg/ml) resuspendiert. Diese 

Zellsuspension wurde in eine T75-Zellkulturflasche gegeben, die bei 37°C und 5 % 
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CO₂ im Brutschrank kultiviert wurde. Nach 24 und 48 h wurde das 

Proliferationsmedium gewechselt. 

Zusätze in Aqua dest. Konzentration 

CaCl2 0,01 M 

Glucose 0,05 M 

HEPES 0,1 M 

NaCl 0,12 M 

KCl 0,05 M 

BSA 1,5 % 

Kollagenase Typ 1 0,2 % 

Tabelle 6: Kollagenaselösung 

2.6.2 Isolation porciner BMSCs 

Als histologischer Ursprung für die porcinen BMSCs diente Knochenmark, das durch 

eine Punktion des Beckenkamms unter aseptischen Bedingungen gewonnen wurde. Das 

Knochenmarkaspirat wurde unmittelbar im Verhältnis 1 zu 1 mit Heparin versetzt, um 

eine Koagulation zu verhindern. Die BMSCs wurden mittels 

Dichtegradientenzentrifugation bei 840 g für 20 min ohne Bremse isoliert, da sich die 

verschiedenen Zellpopulationen in ihrer Dichte unterscheiden. Die Auftrennung erfolgte 

in 15 ml Falcons, die mit 5 ml Percoll und 3 ml 0,9 % NaCl-Lösung versetzt wurden, 

wodurch ein Dichtegradient entstand, auf den behutsam das Knochenmarkaspirat 

gegeben wurde. Durch die Dichtegradientenzentrifugation trennte sich die 

Zellsuspension in vier Phasen mit absteigender Dichte auf: Plasma, mononukleäre 

Zellphase, Percoll und ein Zellpellet aus Erythrozyten und Granulozyten. Die gesuchten 

BMSCs befanden sich innerhalb der mononukleären Zellphase, die vorsichtig 

abgenommen und in ein neues steriles 15 ml Falcon überführt wurde. Daraufhin wurde 

die Zellfraktion mit PBS²⁻ gewaschen und für 5 min bei 270 g zentrifugiert. 

Anschließend wurde der Überstand verworfen und das Zellpellet mit Zellkulturmedium 

resuspendiert und in eine T75-Zellkulturflasche überführt. Analog zu den ASCs erfolgte 

die Kultivierung bei 37 °C und 5 % CO₂ im Brutschrank. 24 und 48 h nach der 

Zellisolation wurde ein Mediumwechsel mit regelmäßiger lichtmikroskopischer 

Kontrolle durchgeführt. 
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2.7 Methoden der Zellkultur 

2.7.1 Kultivierung und Passagierung 

Die porcinen MSCs wurden im Brutschrank bei einer Temperatur von 37 °C und 5 % 

CO₂ kultiviert. Als Zellkulturmedium wurden die Zellen in einer T75-Zellkulturflasche 

inkubiert. Das Medium wurde zweimal wöchentlich gewechselt und die Vitalität und 

Adhärenz der Zellen, sowie die Sterilität der Zellkultur regelmäßig lichtmikroskopisch 

überprüft. Sobald die Zellen zu 80 % konfluent waren, wurde das Medium abgesaugt 

und die Zellen für ca. 5 min bei einer Temperatur von 37 °C und 5 % CO₂ mit einer 

0,05 %-igen Trypsin/EDTA-Lösung inkubiert. Durch das Trypsin wurden enzymatisch 

Oberflächenmoleküle abgebaut und der Adhärenzverlust wurde nach der Inkubation 

lichtmikroskopisch überprüft. Verbleibende adhärente Zellen wurden mittels Shake-off-

Verfahren durch leichte mechanische Stöße gegen die Zellkulturflasche abgelöst. Sollte 

auch danach Zellmaterial adhärent bleiben, wurde ein Zellschaber zur Ablösung 

genutzt. Daraufhin wurde rasch durch Zugabe von 6 ml DMEM mit 10 % FBS das 

Trypsin abgesättigt, um einen weiteren Verdau der Zellproteine zu unterbinden. Die 

Zellsuspension wurde mit einer Pipette aufgenommen und in ein Falcon überführt. Nach 

der anschließenden Zentrifugation bei 1200 U/min für 5 min wurde das Zellpellet in 

Proliferationsmedium resuspendiert und in eine neue T75-Zellkulturflasche mit darin 

vorgelegtem Medium überführt. Anschließend wurden die MSCs in der Regel auf drei 

T75-Zellkulturflaschen aufgeteilt. Im weiteren Verlauf wurden die Zellen regelmäßig 

lichtmikroskopisch untersucht. 

Zellkulturmedium Konzentration 

DMEM 4,5 g/l Glucose  

FBS 10 % 

Penicillin 100 U/ml 

Streptomycin 0,1 mg/ml 

L-Glutamin 1 % 

FGF-2 2 ng/ml 

Tabelle 7: Zellkulturmedium 

2.7.2 Kryokonservierung porciner MSCs 

Die Kryokonservierung ermöglicht eine langfristige Lagerung von Zellen unter Nutzung 

des organischen Lösungsmittels Dimethylsulfoxid (DMSO). Das Zellkulturmedium 
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wurde dazu aus der Zellkulturflasche abgesaugt und die Zellen wurden wie unter 2.7.1 

trypsiniert und anschließend zentrifugiert. Je nach Zellzahl wurde das Zellpellet mit 

einem bis mehreren Millilitern Einfriermedium (10 % DMSO in FBS) resuspendiert. 

Anschließend wurde mit einer Pipette jeweils 10
6
 der Zellen in ein vorgekühltes 

Kryokonservierungsröhrchen überführt. Das Vorgehen nach Zugabe des 

Einfriermediums auf die Zellen hatte eilig und auf Eis zu erfolgen, da DMSO über 0 °C 

zytotoxisch wirkt (Da Violante et al. 2002). Die befüllten Kryokonservierungsröhrchen 

wurden schließlich in einem Kryo-Einfriergerät mit Isopropanol, das einen 

zellschonenden Abkühlvorgang von 1 °C/min bewirkt, bei -80 °C kurzzeitig eingefroren 

und 24 h in diesem belassen. Danach konnten die Kryokonservierungsröhrchen in 

Stickstoff gelagert werden. 

2.7.3 Auftauen kryokonservierter MSCs 

Die im Kryokonservierungsröhrchen bei -80 °C gelagerten Zellen wurden so lange in 

einem Wasserbad bei einer Temperatur von 37 °C inkubiert, bis etwa die Hälfte der 

Zellsuspension aufgetaut war. Der bereits flüssige Teil wurde mit einer Pipette 

abgenommen und in ein 15 ml Falcon, in das 10 ml Zellkulturmedium vorgelegt waren, 

vorsichtig überführt. Mit 0,5 ml vorgewärmtem Zellkulturmedium wurde der restliche, 

noch gefrorene Teil der Zellsuspension resuspendiert, der dadurch schnell auftaute. 

Daraufhin wurde die restliche Zellsuspension in das Falcon überführt, das dann bei 

1200 U/min für 5 min zentrifugiert wurde. Nach der Zentrifugation wurde die flüssige 

Phase abgesaugt und das Zellpellet im Zellkulturmedium resuspendiert. Diese 

Zellsuspension wurde in eine T75-Zellkulturflasche, in die Medium vorgelegt war, 

überführt. Anschließend wurden die Zellen bei 37 °C und 5 % CO₂ kultiviert. 

2.7.4 Bestimmung der Zellviabilität mittels CellTiter-Blue® Cell 

Viability Assay 

Das CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay nutzt die Reduktion des blauen Farbstoffs 

Resazurin in den violetten, fluoreszierenden Farbstoff Resorufin durch 

stoffwechselaktive Zellen. Nicht stoffwechselaktiven Zellen fehlt die Eigenschaft zur 

Reduktion des Resazurin und somit ein Fluoreszenzsignal zu erzeugen. Bei dieser 

Methode wurden die zu untersuchenden Zellen je Well einer 24-Well-Zellkulturplatte 

mit 0,5 ml Medium mit 5 % CellTiter-Blue® für 1 h bei 37 °C und 5 % CO₂ inkubiert. 

Die Menge des Resorufin, das in Abhängigkeit der Stoffwechselaktivität der Zellen 
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entsteht, wurde daraufhin fluorometrisch bei 590 nm quantifiziert. Abschließend wurde 

der Leerwert (Blank) für nicht mit Zellen inkubiertes CellTiter-Blue®-Medium von 

jedem Messwert der osteogenen Differenzierung subtrahiert. Laut Herstellerangaben 

soll dieses Fluoreszenzsignal mit der Zellzahl korrelieren. 

2.7.5 Vitalitätstest und Lebendzellzahlbestimmung 

Mit Hilfe des Hämozytometers, der Neubauer-Zählkammer, erfolgte die Bestimmung 

der Zellzahl. Das gründlich gereinigte Hämozytometer wurde durch Anhauchen 

angefeuchtet und mit einem Deckgläschen versehen, das an die Zählkammer angedrückt 

wurde, bis Newtonsche Interferenzringe den korrekten Abstand signalisierten. 

Daraufhin wurde die mit Trypanblau im Verhältnis 1:2 versetzte Zellsuspension an den 

Rand des Deckgläschens pipettiert. Durch Kapillarkräfte wurde diese Suspension in die 

Zählkammer gesogen, in der nun lichtmikroskopisch die Quantifizierung der Zahl 

vitaler Zellen erfolgte. Prinzip dieser Methode ist, dass nur vitale Zellen fähig sind den 

sauren Azofarbstoff Trypanblau aus dem Zytoplasma heraus zu transportieren und 

somit transparent zu erscheinen, wohingegen sich avitale Zellen blau färben. Die 

Bestimmung der Lebendzellzahl erfolgte durch Auszählen vitaler Zellen in den vier 

Quadranten der Neubauer-Zählkammer unter Zuhilfenahme folgender Formel: 

 ebendzellzahl

ml
         erd nnungsfa tor 

  = Mittelwert der Großquadrate der Neubauer Zählkammer 

    = Verdünnungsfaktor der Kammer 

2.8 Charakterisierung porciner MSCs mittels 

Durchflusszytometrie 

Zur Charakterisierung der MSCs wurden diese mittels Durchflusszytometrie auf die 

Expression der spezifischen Oberflächenantigene CD45, HLA-DR, CD29, CD79alpha, 

CD14, CD31, CD105, CD26, CD73, CD90, CD34 und CD44 untersucht und der 

Phänotyp zwischen ASCs und BMSCs miteinander verglichen. Dazu wurden die MSCs 

wie zur Passagierung geerntet und zunächst für 15 min in Eiswasser inkubiert. 

Anschließend wurden die Zellen in FACS-Röhrchen überführt, mit Cellwash + 3 % 

FBS gewaschen und für 5 min bei 400 g zentrifugiert. Daraufhin wurde der Überstand 
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verworfen und das Zellpellet mit je 100 µl Cellwash + 3 % FBS je FACS-Röhrchen, in 

die darauf folgend die spezifischen Antikörper gegeben wurden, resuspendiert. Im 

Anschluss erfolgte eine Inkubation für 30 min lichtgeschützt im Eisbad zur Bindung der 

Antikörper an die Oberflächenantigene. Anschließend wurden die Zellen mit 4 ml 

Cellwash je FACS-Röhrchen gewaschen und erneut bei 300 g für 5 min zentrifugiert. 

Daraufhin wurde der Überstand verworfen und das Zellpellet in 300 µl Cellwash 

resuspendiert. Letztlich erfolgte die Analyse der Expression der Oberflächenantigene 

am Durchflusszytometer und die Auswertung mit BD CellQuest™. 

2.9 Osteogene Differenzierung porciner MSCs 

Zur Osteogenese wurden die MSCs mit DMEM (4,5 g/l Glucose) inkubiert, das mit 

10 % FBS, 100 U/ml Penicillin und 0,1 mg/ml Streptomycin versetzt wurde. Es wurden 

100 nM Dexamethason, 100 µM -Ascorbin-2-Phosphat und 10 mM -

Glycerophosphat zur Induktion der Differenzierung in osteoblastoide Zellen zugesetzt 

(Osteo). Zusätzlich wurden fakultativ Versuchsansätze mit 450 ng/ml BMP-2 

koinkubiert (BMP-2), um die Auswirkungen dieses Zytokins für die Induktion und 

Progression der Osteogenese zu untersuchen. Darüber hinaus sind porcine ASCs auf 

BMP-2 angewiesen, um osteogen zu differenzieren (Bayraktar et al. 2018). Um die 

Bedeutung der FGF-, BMP- und TGF-β-Signalwege in den verschiedenen MSCs zu 

untersuchen, wurden diese mit spezifischen Inhibitoren behandelt, die die 

Signaltransduktion der entsprechenden Signalwege unterbinden. So soll eine 

tiefergehende Analyse erfolgen, über welche Signalwege die osteogene Differenzierung 

der untersuchten MSCs induziert wird. Die dafür verwendeten Konzentrationen der 

Signalwegsinhibitoren wurden durch Titrationen bestimmt, bei der eine möglichst hohe, 

aber nicht zytotoxische Konzentration angestrebt wurde. Als Inhibitor der FGF-R 1-3 

wurde BGJ398 in einer Konzentration von 0,5 µM verwendet. Dorsomorphin wurde in 

einer Konzentration von 0,5 µM in Versuchsansätzen supplementiert, um die 

Auswirkungen der durch BMP initiierten Signalwege zu inhibieren. Der TGF-β-

Signalweg wurde durch Koinkubation mit 1 µM SB431542 gehemmt, um die 

Bedeutung dieser Signaltransduktion für den Differenzierungsprozess zu evaluieren. 

Die osteogene Differenzierung der MSCs wurde begonnen, sobald die Zellen auf den 

Zellkulturplatten zu 100 % konfluent waren. Während der Differenzierung erfolgte der 

Wechsel des Differenzierungsmediums zweimal wöchentlich. 
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Osteogenes Differenzierungsmedium Konzentration 

DMEM 4,5 g/l Glucose  

FBS 10 % 

Penicillin 100 U/ml 

Streptomycin 0,1 mg/ml 

L-Glutamin 1 % 

Dexamethason 100 nM 

-Ascorbin-2-Phosphat 50 µM 

β-Glycerophosphat 10 mM 

Tabelle 8: Osteogenes Differenzierungsmedium 

 

Zusätze zum Differenzierungsmedium Konzentration 

BMP-2 450 ng/ml 

SB431542 1 µM 

Dorsomorphin 0,5 µM 

BGJ398 0,5 µM 

Tabelle 9: Fakultativ koinkubierte Zusätze zum osteogenen Differenzierungsmedium 

2.10 Differenzierungsnachweis mittels Alizarin-Rot-S-Färbung 

und Quantifizierung mit Cetylpyridiniumchlorid 

Durch die Färbung mit Alizarin-Rot-S wird die Deposition von Calcium in die 

extrazelluläre Matrix nachgewiesen, indem der Farbstoff Alizarin-Rot-S an 

Calciumablagerungen der extrazellulären Matrix bindet, die während der Osteogenese 

von differenzierenden Zellen produziert werden. 

Zunächst wurde das Proliferationsmedium abgesaugt und die Zellen wurden kurz mit 

PBS²⁻ gewaschen. Daraufhin wurden die Zellen mit 4 % Paraformaldehyd (PFA) in 

PBS für 15 min bei Raumtemperatur fixiert. Das PFA wurde anschließend abgenommen 

und die Zellen wurden einmalig mit Aqua dest. gewaschen. Nach Absaugen des Aqua 

dest. wurde frisch zubereitete 0,5 %-ige Alizarin-Rot-S-Färbelösung zugegeben und die 

Zellen für 20 min bei 37 °C und 5 % CO₂ inkubiert. Nach der Inkubation wurde die 

Färbelösung abgenommen und die Zellen so lange mit Aqua dest. gewaschen, bis der 

Überstand farblos blieb, um nicht gebundenen Alizarin-Rot-S-Farbstoff zu entfernen. 

Schließlich wurde auch dieser Überstand abgenommen und die Zellen wurden mit 
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PBS²⁻ überschichtet, um ein Austrocknen der Zellen zu verhindern. In diesem Zustand 

wurde das Ergebnis der Färbung lichtmikroskopisch dokumentiert. 

Nach der qualitativen lichtmikroskopischen Analyse der Färbung wurde das PBS²⁻ 

abgenommen und die Zellen wurden für 90 min bei Raumtemperatur mit 

Cetylpyridiniumchloridlösung (10 % Cetylpyridiniumchlorid in Aqua dest.) inkubiert. 

Daraufhin wurde diese Lösung mit rückgelöstem Alizarin-Rot-Farbstoff abgenommen 

und die optische Dichte bei 600 nm gegen 10 %-ige Cetylpyridiniumchloridlösung als 

Nullwertabgleich gemessen. Bei einer Absorption größer als 1 wurde die Probe mit 

Cetylpyridiniumchloridlösung verdünnt und erneut gemessen. Insgesamt wurde so 

indirekt durch das Alizarin-Rot-S-Assay photometrisch der Anteil des in die 

extrazelluläre Matrix deponierten Calciums quantifiziert. 

2.11 Statistische Auswertung 

Im Rahmen dieser Arbeit erfolgte die statistische Auswertung mit der Software 

GraphPad Prism® in der Version 5.01. Die Daten wurden arithmetisch gemittelt und 

durch einfaktorielle Varianzanalyse mit Bonferroni-Korrektur verglichen. Das 

Signifikanzniveau wurde auf p ≤ 0,05 festgelegt. 
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3 Ergebnisse 

3.1 Charakterisierung der MSCs 

Zur Charakterisierung des Stammzellcharakters wurden die porcinen MSCs aus dem 

Fettgewebe und Knochenmark immunphänotypisch auf die Expression bestimmter 

Oberflächenantigene, sogenannter Cluster of Differentiation, mittels 

Durchflusszytometrie untersucht. Diese Expressionsmuster wurden nach konfluentem 

Wachstum unter Zellkulturmedium in Passage 3 ermittelt. Entsprechende Ergebnisse 

sind in Abbildung 3 dargestellt. Insgesamt zeigten pASCs und pBMSCs ein ähnliches 

Expressionsmuster der untersuchten Oberflächenantigene. Für CD14, CD26, CD31, 

CD34, CD45, CD73, CD79, CD105 und HLA-DR lag die Expressionsrate für alle 

untersuchten MSCs bei durchschnittlich unterhalb 5 %. Für CD29 waren 

durchschnittlich etwa 42 % der adipogenen und etwa 48 % der osteomedullären MSCs 

positiv. CD44 wurde von durchschnittlich etwa 60 % der porcinen ASCs und etwa 50 % 

der BMSCs exprimiert. Letztlich konnte CD90 bei durchschnittlich etwa 53 % der 

ASCs und bei etwa 51 % der BMSCs nachgewiesen werden. Zwischen den MSCs 

unterschiedlichen histologischen Ursprungs konnte kein signifikanter Unterschied 

bezüglich der Expression der untersuchten Oberflächenantigene gefunden werden. 

 

Abb. 3: Expression der Oberflächenantigene in Passage 3 

pASCs und pBMSCs wurden in Passage 3 mittels Durchflusszytometrie auf die Expression der 

Oberflächenantigene CD14, CD26, CD29, CD31, CD34, CD44, CD45, CD73, CD79¸CD90, CD105 und 

HLA-DR untersucht. Positive Zellen in % bezieht sich auf den prozentualen Anteil der 

durchflusszytometrisch erfassten pMSCs, die das Oberflächenantigen exprimierten. pASCs: n = 6, 

pBMSCs: n = 3 
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3.2 Osteogene Differenzierung der MSCs 

3.2.1 Titration des Inhibitors SB431542 

Vor der osteogenen Differenzierung wurden die MSCs adipogener Herkunft mit 

verschiedenen Konzentrationen der Inhibitoren inkubiert. Zur Inhibition des TGF-β-

Signalweges wurde der Inhibitor SB431542 verwendet, für den zunächst eine geeignete 

Konzentration bestimmt wurde. Dazu wurden pASCs bis zu 7 Tage mit verschiedenen 

Konzentrationen SB431542 inkubiert. Anschließend wurde die Zellviabilität mittels 

CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay überprüft. Die Ergebnisse sind in Abbildung 4 

dargestellt. Es ist zu erkennen, dass zu keinem Messzeitpunkt die Zellviabilität im 

Vergleich zur Kontrollgruppe deutlich erniedrigt war. Nach 2, und insbesondere nach 5 

Tagen, waren mit aufsteigender Konzentration von SB431542 die Zellviabilität sogar 

tendenziell erhöht. Nach 7 Tagen war für alle Behandlungsgruppen, ebenso für die 

Kontrolle, die Zellviabilität im Vergleich zu den vorherigen Messzeitpunkten deutlich 

erniedrigt. Für die Versuche der osteogenen Differenzierung wurde für SB431542 eine 

Konzentration von 1 µM ausgewählt. 

 

Abb. 4: Titration des Inhibitors SB431542 

pASCs wurden für 2, 5 und 7 Tage mit verschiedenen Konzentrationen des Inhibitors SB431542 

inkubiert. Anschließend wurde die Zellviabilität mittels CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay bestimmt. 

(a. u. = arbitrary unit); n = 3 

3.2.2 Titration des Inhibitors Dorsomorphin 

Dorsomorphin, das den BMP-Signalweg inhibiert, wurde in verschiedenen 

Konzentrationen im Zellkulturmedium gelöst und für 24 h mit pASC inkubiert. Nach 

diesem Zeitraum wurde die Zellviabilität der mesenchymalen Stromazellen mittels 

CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay überprüft. Die Ergebnisse der Titration für 
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Dorsomorphin sind in Abbildung 5 dargestellt. Es zeigte sich, dass ab einer 

Konzentration von mehr als 1 µM Dorsomorphin die Zellviabilität im Vergleich zu 

nicht mit dem Inhibitor inkubierten Zellen signifikant erniedrigt war und diese 

dosisabhängig stark abfiel. Bei niedrigen Inhibitordosen wies eine Konzentration von 

0,2 µM ebenfalls im Vergleich zur Kontrolle, die nicht mit Dorsomorphin inkubiert 

wurde, eine signifikant erniedrigte Zellviabilität auf. Lediglich die mit 0,5 µM 

Dorsomorphin inkubierten pASCs wiesen keine signifikant erniedrigte Zellviabilität 

auf. Daher wurde diese Konzentration für die osteogene Differenzierung der pMSCs 

verwendet. 

 

Abb. 5: Titration des Inhibitors Dorsomorphin 

pASCs wurden für 24 h mit verschiedenen Konzentrationen des Inhibitors Dorsomorphin inkubiert. 

Anschließend wurde die Zellviabilität mittels CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay bestimmt. Signifikante 

Ergebnisse beziehen sich auf die Kontrolle (0 µM Dorsomorphin). (a. u. = arbitrary unit); n = 3 

3.2.3 Titration des Inhibitors BGJ398 

Ebenfalls wurde eine geeignete Konzentration für BGJ398, das den FGF-Signalweg 

inhibiert, evaluiert. Dazu wurde der Inhibitor in verschiedenen Konzentrationen dem 

Zellkulturmedium supplementiert. Die Zellviabilität wurde nach 2, 5 und 7 Tagen 

mittels CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay bestimmt. Die Ergebnisse sind in 

Abbildung 6 dargestellt. Es ist zu erkennen, dass nach 2 Tagen keine verminderte 

Zellviabilität der mit BGJ398 inkubierten Zellen im Vergleich zur unbehandelten 

Kontrolle festzustellen war. Mit 500 nM BGJ398 inkubierte pASCs wiesen sogar eine 

tendenziell erhöhte Zellviabilität auf. Auch nach 5 und 7 Tagen zeigten die mit dem 
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Inhibitor supplementierten Zellkulturen keine signifikant reduzierte Zellviabilität, wobei 

jedoch die Zellviabilität insgesamt, auch bei der unbehandelten Kontrollgruppe, 

abnahm. Im Rahmen der osteogenen Differenzierung wurde für BGJ398 eine 

Konzentration von 500 nM gewählt. 

 

Abb. 6: Titration des Inhibitors BGJ398 

pASCs wurden für 2, 5 und 7 Tage mit verschiedenen Konzentrationen des Inhibitors BGJ398 inkubiert. 

Anschließend wurde die Zellviabilität mittels CellTiter-Blue®-Zellviabilitätsassay bestimmt. 

(a. u. = arbitrary unit); n = 3 

3.2.2 Osteogene Differenzierung unter fakultativer BMP-2-

Supplementation 

Als Nachweis einer erfolgten Osteogenese wurde die Kalzifizierung der extrazellulären 

Matrix durch Färbung mit Alizarin-Rot-S zunächst lichtmikroskopisch dokumentiert. 

Anschließend erfolgte die Rücklösung des gebundenen Farbstoffes durch 

Cetylpyridiniumchlorid inklusive photometrischer Quantifizierung bei einer 

Wellenlänge von 600 nm. Die pMSCs wurden in Passage 3 bis zu 28 Tage mit 

osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) behandelt, das fakultativ mit 450 ng/ml 

BMP-2 supplementiert wurde (BMP-2). Zu Versuchsbeginn (Tag 0) wurde eine nicht 

osteogen differenzierte Kontrolle gefärbt und rückgelöst. Nach 1, 3, 7, 14, 21 und 28 

Tagen wurde die Progression der Osteogenese bestimmt. Als Maß für die Deposition 

von Calcium in die EZM sind die Ergebnisse der photometrischen Quantifizierung des 

rückgelösten Alizarin-Rot-S-Farbstoffs für porcine ASCs in Abbildung 7 dargestellt. Es 

ist zu erkennen, dass die Rücklösung in den ersten 14 Tagen der osteogenen 

Differenzierung sowohl für die alleinig mit osteogenem Differenzierungsmedium, als 
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auch für die mit BMP-2 supplementierten Proben kaum anstiegen und sich 

durchschnittlich unter 0,5 befanden. An Tag 21 stieg die optische Dichte des 

rückgelösten Alizarin-Rot-S für die mit BMP-2 behandelten Zellen als Parameter für 

eine erfolgte Osteogenese signifikant auf etwa durchschnittlich 2 (p ≤ 0,001) im 

Vergleich zu den alleinig mit osteogenem Differenzierungsmedium inkubierten ASCs, 

deren OD bei durchschnittlich etwa 0,3 verblieben ist, an. Im weiteren Verlauf konnte 

an Tag 28 ein weiterer Anstieg der Calciumdeposition bei den zusätzlich mit BMP-2 

inkubierten ASCs festgestellt werden. Die Photometrie zeigte hier bei einer Streuung 

der Ergebnisse eine im Vergleich zu alleinig mit osteogenem Differenzierungsmedium 

behandelten Zellen eine signifikant erhöhte optische Dichte von durchschnittlich 3,8 an 

(p ≤ 0,001). Insgesamt zeigten mit osteogenem Differenzierungsmedium behandelte 

pASCs auch nach 28 Tagen keine deutlich erhöhten Rücklösung im Sinne einer 

erfolgten Osteogenese. Diese konnte nur für zusätzlich mit BMP-2 behandelte Zellen 

nachgewiesen werden und war ab Tag 21 im Vergleich zur Kontrolle signifikant erhöht. 

 

Abb. 7: Quantifizierung der osteogenen Differenzierung der pASCs 

Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die porcinen ASCs wurden 

mit osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) bis zu 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit BMP-2 

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Hoch signifikante Unterschiede zwischen den 

Behandlungsgruppen sind mit *** gekennzeichnet (p ≤ 0,001). (OD = optische Dichte); n = 6 

Abbildung 8 zeigt die mikroskopische Analyse, die die Kalzifizierung der EZM 

visualisiert, die bei pASCs nach 28 Tagen osteogener Differenzierung unter 

Supplementation von BMP-2 in einer Konzentration von 450 ng/ml auftrat. Alleinig mit 

osteogenem Differenzierungsmedium behandelte Zellen zeigten keine visuell 

nachweisbare Calciumdeposition in die EZM, wohingegen bei mit BMP-2 
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koinkubierten pASCs eine deutliche osteogene Differenzierung, hier durch die Färbung 

mit Alizarin-Rot-S gezeigt, nachgewiesen werden konnte. 

 

             Osteo       BMP-2 

Abb. 8: Lichtmikroskopische Dokumentation der osteogenen Differenzierung der pASCs 

Exemplarisch dargestellt ist der lichtmikroskopische Nachweis der Alizarin-Rot-S-Färbung als Parameter 

einer erfolgten Osteogenese bei pASCs nach 28 Tagen Differenzierung mit osteogenem 

Differenzierungsmedium (Osteo) und osteogenem Differenzierungsmedium, das mit BMP-2 

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Der Maßstabsbalken ist 200 µm lang. 

Abbildung 9 zeigt die Ergebnisse der photometrischen Quantifizierung der mittels 

Cetylpyridiniumchlorid rückgelösten Alizarin-Rot-S-Färbung von pBMSCs nach bis zu 

28 Tagen osteogener Differenzierung. Die Ergebnisse zeigen, dass in den ersten 14 

Tagen der Differenzierung die Osteogenese im Sinne einer erfolgten Calciumdeposition 

in die extrazelluläre Matrix nicht deutlich zunahm. Nach 21 Tagen lag die optische 

Dichte des rückgelösten Farbstoffs für mit osteogenem Differenzierungsmedium 

behandelte pBMSCs bei durchschnittlich etwa 2, bei den zusätzlich mit BMP-2 

inkubierten Zellen bei durchschnittlich etwa 4. Im weiteren Verlauf stieg die osteogene 

Differenzierung an Tag 28 auf durchschnittlich etwa 4,5 (Osteo) bzw. 8,5 (BMP-2) 

weiter an. Zu diesem Zeitpunkt war die Osteogenese, die durch die Supplementation 

von BMP-2 bei pBMSCs erzielt werden konnte, signifikant erhöht im Vergleich zu 

alleinig mit osteogenem Differenzierungsmedium behandelten Zellen (p ≤ 0,05). 
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Abb. 9: Quantifizierung der osteogenen Differenzierung der pBMSCs 

Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die pBMSCs wurden mit 

osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) bis zu 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit BMP-2 

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Signifikante Unterschiede sind mit * gekennzeichnet 

(p ≤ 0,05). (OD = optische Dichte) n = 4 

Abbildung 10 präsentiert die lichtmikroskopische Dokumentation der Alizarin-Rot-S-

Färbung der pBMSCs nach 28 Tagen osteogener Differenzierung mit und ohne BMP-2. 

Bei beiden Behandlungsgruppen konnte eine Differenzierung festgestellt werden, die 

jedoch bei mit BMP-2 behandelten Zellen qualitativ verbessert war. 

 

             Osteo       BMP-2 

 
Abb. 10: Lichtmikroskopische Dokumentation der osteogenen Differenzierung der pBMSCs 

Exemplarisch dargestellt ist der lichtmikroskopische Nachweis der Alizarin-Rot-S-Färbung als Parameter 

einer erfolgten Osteogenese bei pBMSCs nach 28 Tagen Differenzierung mit osteogenem 

Differenzierungsmedium (Osteo), das fakultativ mit BMP-2 supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). 

Der Maßstabsbalken ist 200 µm lang. 
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3.2.3 Osteogene Differenzierung unter spezifischer Inhibition des 

TGF-β-, BMP- und FGF-Signalweges 

Neben der Untersuchung des Einflusses von BMP-2 auf die osteogene Differenzierung 

sollte im Rahmen dieser Arbeit die Auswirkung der spezifischen Inhibition von für die 

Osteogenese wichtigen Signalwegen eruiert werden. Dazu wurden die pMSCs über 28 

Tage mit osteogenem Differenzierungsmedium mit und ohne 450 ng/ml BMP-2 

differenziert und zusätzlich partiell mit den spezifischen Inhibitoren SB431542, 

Dorsomorphin und BGJ398 behandelt. 

Abbildung 11 A zeigt die Ergebnisse der osteogenen Differenzierung der pASCs nach 

14, 21 und 28 Tagen unter Inhibition des TGF-β-Signalweges unter fakultativer BMP-2-

Supplementation. Nach 14 Tagen lag die osteogene Differenzierung für alle 

Behandlungsgruppen im arithmetischen Mittel unter 0,5. An Tag 21 ergab die mittels 

Cetylpyridiniumchlorid quantifizierte osteogene Differenzierung für pASCs bei 

Kultivierung mit osteogenem Differenzierungsmedium, und auch bei Inhibition des 

TGF-β-Signalweges weiterhin Messwerte unterhalb 0,5. Mit BMP-2 koinkubierte 

Zellen zeigten sowohl mit als auch ohne Inhibition des TGF-β-Signalweges eine 

signifikant gesteigerte Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix. Hierbei lag die 

osteogene Differenzierung der mit BMP-2 differenzierten pASCs bei durchschnittlich 

etwa 1,9, bei zusätzlicher SB431542-Inkubation bei etwa 1,7. Nach 28 Tagen war für 

nicht mit BMP-2 koinkubierte Zellen weiterhin eine osteogene Differenzierung 

unterhalb 0,5 festzustellen, unabhängig von der Inhibition des TGF-β-Signalweges. Im 

Vergleich dazu lag die osteogene Differenzierung bei mit BMP-2 koinkubierten pASCs 

nach 28 Tagen bei durchschnittlich etwa 3,8, bei Supplementation von BMP-2 und 

zusätzlicher Inhibition des TGF-β-Signalweges bei durchschnittlich etwa 3,2 und somit 

signifikant höher als die jeweilige Behandlungsgruppe ohne BMP-2 (p ≤ 0,001). Die 

osteogene Differenzierung der pASCs wurde durch die Supplementation von SB431542 

tendenziell nicht beeinflusst (Abbildung 11 A). So zeigte sich sowohl unter osteogenem 

Differenzierungsmedium, als auch bei Supplementation von BMP-2, dass die osteogene 

Differenzierung sich ebenfalls nur durch BMP-2-Einfluss signifikant steigern lies. 

Zwischen den Behandlungsgruppen waren zwischen den mit und ohne TGF-β-

Signalweg inhibierten Gruppen keine signifikanten Unterschiede aufgetreten.  
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In Abbildung 11 B ist die osteogene Differenzierung, gemessen an der 

Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix, für pASCs dargestellt, deren BMP-

Signalweg inhibiert wurde. 21 Tage nach Versuchsbeginn lag die osteogene 

Differenzierung der Rücklösung für mit osteogenem Differenzierungsmedium und 

Dorsomorphin behandelte pASCs bei durchschnittlich etwa 0,1, bei zusätzlicher BMP-

Supplementation bei etwa 0,55 signifikant höher (p ≤ 0,05). Im Vergleich bewirkte die 

Inhibition des BMP-Signalweges nach 21 Tagen eine signifikant erniedrigte 

Osteogenese bei den mit BMP-2 differenzierten pASCs (p ≤ 0,05). Nach 28 Tagen lag 

die osteogene Differenzierung für ohne BMP-2, aber unter BMP-Signalweg-Inhibition 

differenzierte Zellen bei weiterhin durchschnittlich etwa 0,1, bei Koinkubation von 

BMP-2 bei etwa 0,87 signifikant höher (p ≤ 0,001). Sowohl an Tag 21 als auch an Tag 

28 war die osteogene Differenzierung für pASCs, die mit BMP-2 und unter Inhibition 

des BMP-Signalweges behandelt wurden, signifikant reduziert im Vergleich zu 

entsprechenden pASCs, die nur mit BMP-2, jedoch nicht mit dem Inhibitor differenziert 

wurden (p ≤ 0,05). Bei Koinkubation von Dorsomorphin zeigte sich, dass bereits an Tag 

21 die Calciumdeposition der pASCs in die extrazelluläre Matrix geringer war, als bei 

entsprechenden Behandlungsgruppen ohne Inhibitoreinsatz. Im weiteren Verlauf 

zeigten die pASCs unter Inhibition des BMP-Signalweges keine osteogene 

Differenzierung gemessen an der Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix.  

Die Ergebnisse der osteogenen Differenzierung von pASCs, die bis zu 28 Tage mit 

osteogenem Differenzierungsmedium unter Inhibition des FGF-Signalweges mit 

fakultativer Supplementation von BMP-2 differenziert wurden, sind in Abbildung 11 C 

dargestellt. An Tag 21 lag die osteogene Differenzierung für die Behandlungsgruppe 

ohne BMP-2-Supplementation, aber unter Inhibition des FGF-Signalweges bei 

durchschnittlich etwa 0,2, bei zusätzlichem BMP-2-Einsatz jedoch bei etwa 1,2. Nach 

28 Tagen lagen die entsprechenden Messwerte bei durchschnittlich etwa 0,2 bei 

osteogenem Differenzierungsmedium unter Koinkubation von BGJ398. Die Inhibition 

des FGF-Signalweges und zusätzliche BMP-2-Koinkubation erzielte nach 28 Tagen 

eine signifikant erhöhte osteogene Differenzierung um durchschnittlich etwa 3,5 

(p ≤ 0,001). 
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Abb. 11 A – C: Quantifizierung der osteogenen Differenzierung mit Alizarin-Rot-S-Rücklösung bei 

pASCs nach fakultativer BMP-2-Supplementation und unter Einfluss spezifischer Inhibitoren 

Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die pASCs wurden mit 

osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) bis zu 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit BMP-2  

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 [1 µM], 

Dorsomorphin [0,5 µM] und BGJ398 [0,5 µM] koinkubiert. Signifikante Unterschiede sind mit * 

(p ≤ 0,05), ** (p ≤ 0,01) oder *** (p ≤ 0,001) gekennzeichnet. (OD = optische Dichte); n = 6 
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Exemplarisch zeigt Abbildung 12 den lichtmikroskopischen Nachweis der mit Alizarin-

Rot-S gefärbten pASCs nach 28 Tagen osteogener Differenzierung. Wie die 

quantifizierte Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix bereits zeigte, 

untermauerte die lichtmikroskopische Beurteilung, dass eine Calciumeinlagerung der 

extrazellulären Matrix als Parameter einer erfolgten Osteogenese ohne Inhibitoreinsatz 

nur bei Supplementation von BMP-2 gelang. Die Koinkubation sowohl mit SB431542, 

Dorsomorphin, als auch BGJ398 ergab keine qualitativ sichtbare Färbung der Zellen im 

Sinne einer erfolgten Osteogenese. Bei der Behandlung mit SB431542 und osteogenem 

Differenzierungsmedium, dem zusätzlich BMP-2 hinzugefügt wurde, war eine Färbung 

der extrazellulären Matrix, die von den differenzierenden porcinen ASCs gebildet 

wurde, erkennbar. Mit Dorsomorphin und BMP-2 behandelte Zellen zeigten qualitativ 

keine Färbung der extrazellulären Matrix, so dass von einer ausgebliebenen 

Differenzierung ausgegangen werden kann. 
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Abb. 12: Lichtmikroskopische Dokumentation der osteogenen Differenzierung mit Alizarin-Rot-S-

Färbung bei pASCs nach 28 Tagen osteogener Differenzierung mit Supplementation von SB431542, 

Dorsomorphin und BGJ398 

Dargestellt ist der lichtmikroskopische Nachweis der Alizarin-Rot-S-Färbung als Parameter einer 

erfolgten Osteogenese bei pASCs nach 28 Tagen Differenzierung mit osteogenem 

Differenzierungsmedium (Osteo), das fakultativ BMP-2 supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). 

Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 in einer Konzentration von 1 µM, Dorsomorphin in einer 

Konzentration von 0,5 µM und BGJ398 in einer Konzentration von 0,5 µM koinkubiert. Je 

Behandlungsgruppe ist exemplarisch ein Spender abgebildet. Der Maßstabsbalken ist 200 µm lang. 

pBMSCs wurden nach identischer Versuchsanordnung über maximal 28 Tage mit 

SB431542, Dorsomorphin oder BGJ398 unter fakultativer BMP-2 Koinkubation mit 

osteogenem Differenzierungsmedium kultiviert. Als Parameter einer erfolgten 

Osteogenese wurde die Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix durch 
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Rücklösung von Alizarin-Rot-S photometrisch quantifiziert. Die erzielten Ergebnisse 

sind in Abbildung 13 A-C dargestellt. 

Abbildung 13 A zeigt, dass die osteogene Differenzierung für pBMSCs nach 14 Tagen 

für mit osteogenem Differenzierungsmedium bei durchschnittlich etwa 0,4 lag. Durch 

zusätzliche BMP-2-Koinkubation ließ sich eine osteogene Differenzierung um etwa 0,7 

erzielen. Bei pBMSCs, die mit osteogenem Differenzierungsmedium unter TGF-β-

Signalweginhibition kultiviert wurden, war eine osteogene Differenzierung um etwa 

0,65 messbar, bei zusätzlicher Supplementation von BMP-2 um etwa 1. Nach 21 Tagen 

lag ohne Inhibition die osteogene Differenzierung bei mit osteogenem 

Differenzierungsmedium behandelten pBMSCs bei durchschnittlich etwa 2, bei 

zusätzlicher BMP-2-Koinkubation bei etwa 3,9, so dass die Osteogenese schon hier 

deutlich verbessert wurde. Die osteogene Differenzierung unter Inhibition des TGF-β-

Signalweges lag an Tag 21 für mit osteogenem Differenzierungsmedium behandelte 

pBMSCs um 2,2; die BMP-2 Supplementation verdoppelte diese beinahe auf 

durchschnittlich etwa 4. An Tag 28 konnte ein weiterer Anstieg der osteogenen 

Differenzierung für alle Behandlungsgruppen verzeichnet werden. Bei mit osteogenem 

Differenzierungsmedium behandelten pBMSCs konnte durchschnittlich eine osteogene 

Differenzierung um etwa 4,5 erzielt werden, die unter zusätzlicher BMP-2-

Supplementation sogar auf etwa 8,4 nahezu verdoppelt werden konnte. Unter Inhibition 

des TGF-β-Signalweges konnte die osteogene Differenzierung weiter auf 

durchschnittlich etwa 5,2, bei zusätzlichem Einsatz von BMP-2 sogar auf etwa 9,95 

signifikant gesteigert werden (p ≤ 0,001). 

Die osteogene Differenzierung der pBMSCs unter Inhibition des BMP-Signalweges an 

den Messtagen 14, 21 und 28 ist in Abbildung 13 B dargestellt. Tendenziell war an Tag 

21 festzustellen, dass die Inhibtion des BMP-Signalweges die osteogene 

Differenzierung bei mit osteogenem Differenzierungsmedium behandelten pBMSCs auf 

durchschnittlich etwa 1,15 und bei zusätzlicher BMP-2-Supplementation auf etwa 1,4 

reduzierte. Dieser Effekt konnte auch an Tag 28 nachgewiesen werden. Hier war die 

osteogene Differenzierung für mit osteogenem Differenzierungsmedium und 

Dorsomorphin behandelte pBMSCs auf etwa 2,3 und bei fakultativer Koinkubation von 

BMP-2 auf durchschnittlich etwa 3,5 erniedrigt. Im Vergleich bewirkte der Einsatz von 

Dorsomorphin bei mit BMP-2 differenzierten pBMSCs eine signifikant reduzierte 

Osteogenese (p ≤ 0,01). 
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Abbildung 13 C stellt die Ergebnisse der osteogenen Differenzierung der pBMSCs dar, 

bei denen bis zu 28 Tage unter fakultativer BMP-2-Supplementation der FGF-

Signalweg inhibiert wurde. An Tag 14 war kein signifikanter Unterschied detektierbar. 

Mit BGJ398 koinkubierte Zellen erzielten nach 14 Tagen eine osteogene 

Differenzierung um durchschnittlich etwa 0,55, bei zusätzlichem BMP-2-Einsatz um 

etwa 0,85. Die osteogene Differenzierung war auch an Tag 21 mit denen der nicht 

inhibierten Zellen vergleichbar. Mit osteogenem Differenzierungsmedium und BGJ398 

koinkubierte pBMSCs erzielten eine osteogene Differenzierung um durchschnittlich 

etwa 1,6. BMP-2- und BGJ398-Supplementation führte nach 21 Tagen zu einer 

osteogenen Differenzierung um durchschnittlich etwa 4,05. Bis Tag 28 stiegen die 

Werte der Rücklösung für alle Behandlungsgruppen weiter an. Die osteogene 

Differenzierung lag nach 28 Tagen Behandlung mit osteogenem 

Differenzierungsmedium und BGJ398 bei etwa 5,3, durch zusätzliche BMP-2-

Koinkubation signifikant höher bei etwa 11,5 (p ≤ 0,001). 

Aus den Ergebnissen, die in Abbildung 13 A-C dargestellt sind, ist zu entnehmen, dass 

in allen Behandlungsgruppen die Differenzierung von Tag 14 über Tag 21 bis Tag 28 

zugenommen hatte. Die Inhibition des TGF-β- und FGF-Signalweges bewirkte an Tag 

14 und Tag 21, sowohl mit als auch ohne BMP-2-Supplementation, tendenziell keinen 

Unterschied auf die osteogene Differenzierung der pBMSCs. An Tag 28 wiesen die mit 

diesen Inhibitoren differenzierten Zellen jedoch eine signifikant höhere osteogene 

Differenzierung auf. Wurden pBMSCs mit Dorsomorphin osteogen differenziert, so 

waren diese an allen Messtagen tendenziell zu Zellen, die ohne Inhibitor differenziert 

wurden, erniedrigt. An Tag 28 bewirkte die Inhibition des BMP-Signalweges bei mit 

BMP-2 behandelten pBMSCs eine signifikant verminderte Osteogenese. 
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Abb. 13 A – C: Quantifizierung der Alizarin-Rot-S-Rücklösung bei pBMSCs nach osteogener 

Differenzierung mit fakultativer BMP-2-Supplementation und unter Einfluss spezifischer 

Inhibitoren 

Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die pBMSCs wurden mit 

osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) bis zu 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit BMP-2 

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 in einer 

Konzentration von 1 µM, Dorsomorphin in einer Konzentration von 0,5 µM und BGJ398 in einer 
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Konzentration von 0,5 µM koinkubiert. Signifikante Unterschiede sind mit * (p ≤ 0,05), ** (p ≤ 0,01) 

oder *** (p ≤ 0,001) gekennzeichnet. (OD = optische Dichte); n = 4 

Die lichtmikroskopische Dokumentation der Kalzifizierung der extrazellulären Matrix 

durch Färbung mit Alizarin-Rot-S der pBMSCs ist in Abbildung 14 gezeigt. Kongruent 

zu den pBMSCs zeigte sich, dass mit osteogenem Differenzierungsmedium, ohne 

Einsatz von BMP-2 oder eines Inhibitors, bereits eine deutliche Osteogenese imponiert. 

Auch unter BMP-2-Supplementation, aber ohne Inhibitoreinsatz, konnte eine deutliche 

Färbung der kalzifizierten extrazellulären Matrix visualisiert werden. Bei 

Supplementation von SB431542 war ebenfalls sowohl unter osteogenem 

Differenzierungsmedium, als auch bei zusätzlicher BMP-2-Koinkubation eine deutliche 

Färbung durch Alizarin-Rot-S erkennbar, wohingegen die Differenzierung durch 

Dorsomorphin inhibiert wurde. 
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Abb. 14: Lichtmikroskopische Dokumentation der osteogenen Differenzierung mit Alizarin-Rot-S-

Färbung bei pBMSCs nach 28 Tagen osteogener Differenzierung mit Supplementation von 

SB431542, Dorsomorphin und BGJ398 

Dargestellt ist der lichtmikroskopische Nachweis der Alizarin-Rot-S-Färbung als Parameter einer 

erfolgten Osteogenese bei pBMSCs nach 28 Tagen Differenzierung mit osteogenem 

Differenzierungsmedium (Osteo), das fakultativ mit BMP-2 supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). 

Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 in einer Konzentration von 1 µM, Dorsomorphin in einer 

Konzentration von 0,5 µM und BGJ398 in einer Konzentration von 0,5 µM koinkubiert. Exemplarisch ist 

ein Spender abgebildet. Der Maßstabsbalken ist 200 µm lang. 

Um die Wirkung der spezifischen Inhibitoren SB431542, Dorsomorphin und BGJ398 in 

Kombination zu untersuchen, wurden pBMSCs und pASCs unter gleicher 

Versuchsanordnung bis zu 28 Tage mit fakultativer BMP-2-Supplementation osteogen 

differenziert. Zusätzlich wurden jeweils zwei der drei untersuchten Inhibitoren in 
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identischer Konzentration wie unter alleiniger Supplementation der Inhibitoren 

koinkubiert. Die Ergebnisse der mittels Cetylpyridiniumchlorid quantifizierten Alizarin-

Rot-S-Rücklösung als Parameter einer erfolgten Osteogenese sind in Abbildung 15 A-C 

gezeigt. 

Abbildung 15 A präsentiert die osteogene Differenzierung bei pASCs, deren TGF-β- 

und BMP-Signalwege inhibiert wurden. Zum Abschluss des Versuchs, am Tag 28, war 

die höchste osteogene Differenzierung zu detektieren. Alleinig mit osteogenem 

Differenzierungsmedium behandelte pASCs erzielten eine durchschnittlich osteogene 

Differenzierung unter 1. Wurden diese Zellen darüber hinaus mit BMP-2 differenziert, 

lag die osteogene Differenzierung um durchschnittlich etwa 2,4. Bei Inhibition der 

TGF-β- und BMP-Signalwege lag die osteogene Differenzierung ohne BMP-2-Einsatz 

durchschnittlich ebenfalls unter 1, bei zusätzlichem BMP-2-Einsatz um etwa 2,3. In 

Kombination bewirkten SB431542 und Dorsomorphin somit tendenziell keinen 

Unterschied auf die osteogene Differenzierung der pASCs. 

Die Ergebnisse der osteogenen Differenzierung bei pASCs, deren der TGF-β- und FGF-

Signalwege inhibiert wurde, ist in Abbildung 15 B dargestellt. Die höchste 

Differenzierung bei kombiniertem Inhibitoreinsatz waren nach 28 Tagen messbar: ohne 

BMP-2-Koinkubation lag die osteogene Differenzierung bei Inhibition der TGF-β- und 

FGF-Signalwege in Kombination um durchschnittlich etwa 1,1. Bei BMP-2-Einsatz war 

im Vergleich dazu die osteogene Differenzierung signifikant erhöht (p ≤ 0,05). Im 

Vergleich zu den pASCs, die ohne SB431542 und BGJ398 differenziert wurden, ist die 

osteogene Differenzierung tendenziell aber nur geringfügig verbessert. 

In Abbildung 15 C sind die Ergebnisse der quantifizierten Alizarin-Rot-S-Rücklösung 

der mit Dorsomorphin und BGJ398 in Kombination differenzierten pASCs gezeigt. 

Nach 28 Tagen waren für die mit den beiden Inhibitoren Dorsomorphin und BGJ398 die 

höchsten Ergebnisse bei der Quantifizierung der Alizarin-Rot-S-Rücklösung 

feststellbar. Ohne BMP-2-Einsatz, aber bei Supplementation der Inhibitoren, lag die 

osteogene Differenzierung bei etwa 1,1; unter BMP-2-Einsatz bei etwa 2,1. Durch den 

Einsatz von Dorsomorphin und BGJ398 konnte die osteogene Differenzierung der 

pASCs nicht verbessert werden. 
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Abb. 15 A – C: Quantifizierung der Alizarin-Rot-S-Rücklösung bei pASCs nach osteogener 

Differenzierung mit fakultativer BMP-2-Supplementation und unter Einfluss von Kombinationen 

spezifischer Inhibitoren 

Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die pASCs wurden mit 

osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) bis zu 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit BMP-2 

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 in einer 
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Konzentration von 1 µM, Dorsomorphin in einer Konzentration von 0,5 µM und BGJ398 in einer 

Konzentration von 0,5 µM in Kombination koinkubiert. Signifikante Unterschiede sind mit * (p ≤ 0,05), 

** (p ≤ 0,01) oder *** (p ≤ 0,001) gekennzeichnet. (OD = optische Dichte); n = 3 

Nach identischer Versuchsanordnung wurden bis zu 28 Tage pBMSCs mit 

Kombinationen von zwei der drei untersuchten Inhibitoren unter fakultativer BMP-2-

Supplementation osteogen differenziert. Die Calciumdeposition in die extrazelluläre 

Matrix als Parameter der osteogenen Differenzierung ist in Abbildung 16 A-C 

dargestellt. 

Abbildung 16 A zeigt die Ergebnisse der mit SB431542 und Dorsomorphin in 

Kombination unter fakultativem BMP-2-Einsatz differenzierten pBMSCs. Nach 14 

Tagen lag die osteogene Differenzierung für Zellen, die mit osteogenem 

Differenzierungsmedium ohne weitere Zusätze behandelt wurden, um durchschnittlich 

1,6. Bei zusätzlicher BMP-2-Supplementation war eine osteogene Differenzierung um 

etwa 2,3 feststellbar. Die Inhibition des TGF-β- und BMP-Signalweges bewirkte nach 

14 Tagen bei pBMSCs eine osteogene Differenzierung um durchschnittlich etwa 1,9, 

bei Koinkubation mit BMP-2 um etwa 4,3. Ohne Inhibition war an Tag 21 eine 

osteogene Differenzierung der pBMSCs um durchschnittlich 3,9 messbar, bei 

Supplementation von BMP-2 um etwa 4,8. Mit Einsatz von SB431542 und 

Dorsomorphin war ohne BMP-2-Zugabe eine osteogene Differenzierung um 

durchschnittlich 3,6, bei Zugabe von BMP-2 um etwa 7, detektierbar. Die 

Differenzierung ohne Inhibition erzielte an Tag 28 die höchste osteogene 

Differenzierung um durchschnittlich ca. 4,4, bei BMP-2-Supplementation um ca. 7,7. 

Bei Koinkubation mit SB431542 und Dorsomorphin ergab die osteogene 

Differenzierung ohne BMP-2 etwa 4,4, bei zusätzlichem BMP-2-Einsatz lag die 

osteogene Differenzierung um etwa 9,8 und damit signifikant höher (p ≤ 0,05). Die 

osteogene Differenzierung der pBMSCs wurde durch den Einsatz von SB431542 und 

Dorsomorphin bei BMP-2-Koinkubation weiter verbessert. 

Die Ergebnisse der osteogenen Differenzierung der mit SB431542 und BGJ398 in 

Kombination differenzierten pBMSCs sind in Abbildung 16 B dargestellt. An Tag 14 

waren bei Einsatz der Inhibitoren für mit osteogenem Differenzierungsmedium 

behandelte Zellen eine osteogene Differenzierung um etwa 2,8, bei zusätzlicher BMP-2-

Koinkubation um ca. 6,4 feststellbar. Nach 21 Tagen war die osteogene Differenzierung 

weiter angestiegen und lag bei durchschnittlich etwa 4,2 unter osteogenem 

Differenzierungsmedium, bei BMP-2-Einsatz signifikant höher um etwa 12,1 
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(p ≤ 0,001). Im Vergleich zwischen den ohne Inhibitoreinsatz differenzierten pBMSCs, 

bei denen die osteogene Differenzierungan Tag 21 um etwa 4,8 lag, war bei Inhibition 

der TGF-β- und FGF-Signalwege die osteogene Differenzierung signifikant erhöht 

(p ≤ 0,001). An Tag 28 war die höchste osteogene Differenzierung dokumentierbar. 

Ohne BMP-2, aber unter Inhibition der TGF-β- und FGF-Signalwege, lag die osteogene 

Differenzierung bei den behandelten Zellen um etwa 5,1, bei Zugabe von BMP-2 

signifikant höher um durchschnittlich etwa 15,1 (p ≤ 0,001). Auch nach 28 Tagen führte 

der Einsatz der Inhibitoren SB431542 und BGJ398 in Kombination mit BMP-2-

Supplementation zu einer signifikant erhöhten osteogenen Differenzierung im Vergleich 

zu mit BMP-2, jedoch ohne Inhibitoren differenzierten pBMSCs (p ≤ 0,001). Im 

Vergleich zu pBMSCs, die ohne die Kombination von SB431542 und BGJ398 

differenziert wurden, wurde die Osteogenese durch den Einsatz der Inhibitoren bei 

pBMSCs demnach deutlich verbessert. 

Die osteogene Differenzierung von porcinen BMSCs mit kombinierter Behandlung von 

Dorsomorphin und BGJ398 nach 14, 21 und 28 Tagen ist in Abbildung 16 C dargestellt. 

Nach 14 Tagen war bei Differenzierung mit der Kombination der beiden Inhibitoren 

und osteogenem Differenzierungsmedium eine osteogene Differenzierung um 

durchschnittlich ca. 1,9, bei zusätzlichem BMP-2-Einsatz um etwa 2,6 feststellbar. An 

Tag 21 lag die osteogene Differenzierung der mit Inhibitoren differenzierten pBMSCs 

um etwa 3,6, bei zusätzlicher BMP-2-Koinkubation lagen die Werte durchschnittlich 

höher, etwa bei 8. Nach 28 Tagen wurde auch bei diesen Behandlungsgruppen 

durchschnittlich die bessere Differenzierung erzielt. Ohne BMP-2-Einsatz lag die 

osteogene Differenzierung unter kombiniertem Inhibitoreinsatz bei ca. 3,9, bei BMP-2-

Supplementation mit osteogener Differenzierung bei durchschnittlich etwa 9,3 und 

somit signifikant höher (p ≤ 0,05). 

Wie in Abbildung 16 A-C erkennbar, lagen die Messergebnisse für alle 

Inhibitorkombinationen an allen Messtagen tendenziell mindestens auf gleicher Höhe 

wie ohne Inhibitoreinsatz. Bei allen Behandlungsgruppen führte BMP-2 zu einer 

tendenziell erhöhten osteogenen Differenzierung. Bei allen Inhibitorkombinationen war 

durch den Einsatz von BMP-2 die osteogene Differenzierung an Tag 28 signifikant 

erhöht, bei Kombination von SB431542 und BGJ398 darüber hinaus auch an Tag 21. 

Im Vergleich zwischen pBMSCs, die unter BMP-2-Koinkubation osteogen differenziert 

wurden, erzielten tendenziell die mit den Inhibitorkombinationen behandelten Zellen 
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eine höhere osteogene Differenzierung bei der Rücklösung des in der extrazellulären 

Matrix gebundenen Calciums im Sinne einer erfolgten Osteogenese. Bei Kombination 

von SB431542 und BGJ398 war die osteogene Differenzierung im Vergleich zu ohne 

Inhibitorkombination differenzierten pBMSCs an den Tagen 21 und 28 signifikant 

erhöht (p ≤ 0,001). Ohne BMP-2-Supplementation lag die osteogene Differenzierung 

zwischen mit und ohne Inhibitorkombinationen differenzierten pBMSCs tendenziell auf 

ähnlichem Niveau. 
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Abb. 16 A – C: Quantifizierung der Alizarin-Rot-S-Rücklösung bei pBMSCs nach osteogener 

Differenzierung mit fakultativer BMP-2-Supplementation und unter Einfluss von Kombinationen 

spezifischer Inhibitoren 
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Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die porcinen BMSCs 

wurden mit osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) bis zu 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit 

BMP-2 supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 in einer 

Konzentration von 1 µM, Dorsomorphin in einer Konzentration von 0,5 µM und BGJ398 in einer 

Konzentration von 0,5 µM in Kombination koinkubiert. Signifikante Unterschiede sind mit * (p ≤ 0,05), 

** (p ≤ 0,01) oder *** (p ≤ 0,001) gekennzeichnet. (OD = optische Dichte); n = 4 

Der Vergleich der quantifizierten Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix als 

Parameter einer erfolgten Osteogenese bei pASCs und pBMSCs nach 28 Tagen 

osteogener Differenzierung ist in Abbildung 17 dargestellt. Unter Kultivierung mit 

osteogenem Differenzierungsmedium, auch bei Einsatz von SB431542, Dorsomorphin 

oder BGJ398, lag die osteogene Differenzierung für pASCs im Durchschnitt stets unter 

0,5. pBMSCs zeigten unter identischen Kulturbedingungen eine deutlich stärkere 

Kalzifizierung der extrazellulären Matrix. Ohne Inhibitoreinsatz lag die osteogene 

Differenzierung durchschnittlich bei etwa 4,5. Bei Einsatz von SB431542 war eine 

signifikant höhere osteogene Differenzierung für pBMSCs im Vergleich zu pASCs 

erzielbar (p ≤ 0,05). Die niedrigste durchschnittliche osteogene Differenzierung nach 28 

Tagen um etwa 2,4 für pBMSCs war unter Einsatz von Dorsomorphin feststellbar. 

Unter Supplementation von BGJ398 lag die osteogene Differenzierung der pBMSCs bei 

durchschnittlich etwa 5,4 und somit wie unter Einsatz von SB431542, wo die osteogene 

Differenzierung bei etwa 5,3 lag, tendenziell höher als ohne Einsatz eines Inhibitors. 

Bei Koinkubation von BMP-2 waren in allen Behandlungsgruppen und sowohl für 

pASCs als auch pBMSCs höhere Ergebnisse bei der Quantifizierung der Alizarin-Rot-

S-Rücklösung dokumentierbar. Ohne Einsatz eines Inhibitors lag die osteogene 

Differenzierung für pASCs bei etwa 3,8, bei pBMSCs um 8,4. Bei Supplementation des 

Inhibitors SB431542 war für pASCs eine osteogene Differenzierung um etwa 3,3 

feststellbar. Bei pBMSCs lag die osteogene Differenzierung bei durchschnittlich 10,1 

und somit signifikant höher (p ≤ 0,01). Der Einsatz von Dorsomorphin bewirkte sowohl 

bei pASCs und pBMSCs, die mit osteogenem Differenzierungsmedium und BMP-2 

behandelt wurden, die niedrigsten Ergebnisse bei der quantifizierten Alizarin-Rot-S-

Rücklösung. Sowohl mit als auch ohne Einsatz von BMP-2 waren für pASCs und 

pBMSCs unter Supplementation von Dorsomorphin die niedrigste osteogene 

Differenzierung, im Sinne einer verminderten Kalzifizierung der extrazellulären Matrix, 

aufgetreten. Unter Verwendung von BGJ398 lag die osteogene Differenzierung bei 

pASCs bei durchschnittlich etwa 3,6 und somit wie auch unter Einsatz von SB431542 

tendenziell auf Niveau der Differenzierung ohne Inhibitoreinsatz. pBMSCs erzielten 

unter Supplementation von BGJ398 bei identischen Kulturbedingungen und 
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Behandlung mit osteogenem Differenzierungsmedium und BMP-2 eine signifikant 

höhere osteogene Differenzierung als pASCs(p ≤ 0,001). 

 

Abb. 17: Vergleich der osteogenen Differenzierung porciner MSCs mit fakultativer BMP-2- und 

Inhibitorsupplementation 

Photometrisch wurde der rückgelöste Alizarin-Rot-S-Farbstoff quantifiziert. Die pASCs und pBMSCs 

wurden mit osteogenem Differenzierungsmedium (Osteo) 28 Tage kultiviert, das fakultativ mit BMP-2 

supplementiert wurde (BMP-2, 450 ng/ml). Zusätzlich wurden die Inhibitoren SB431542 in einer 

Konzentration von 1 µM, Dorsomorphin in einer Konzentration von 0,5 µM und BGJ398 in einer 

Konzentration von 0,5 µM koinkubiert. Signifikante Unterschiede sind mit * (p ≤ 0,05), ** (p ≤ 0,01) 

oder *** (p ≤ 0,001) gekennzeichnet. (OD = optische Dichte); pASCs: n = 6; pBMSCs: n = 4 
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4 Diskussion 

MSCs sind in zahlreichen medizinischen Fachdisziplinen Gegenstand intensiver 

Forschung und Hoffnungsträger in der Regeneration von Gewebedefekten im Rahmen 

des Tissue Engineerings. Die Nutzung von in vitro kultivierten Zellverbänden aus 

autologen Zellen ist eine vielversprechende Therapieoption in verschiedenen klinischen 

Fragestellungen, die zugleich das Risiko von Abstoßungsreaktionen und mangelnder 

Biokompatibilität aufgrund ihrer autologen Herkunft minimiert. So wird der Einsatz des 

Bone Tissue Engineerings auch bei der Behandlung von Critical-Size-Defekten 

erforscht. Dabei handelt es sich um Knochendefekte, die aufgrund z. B. eines Traumas 

oder Tumors eine kritische Größe überschritten haben und daher unbehandelt nicht 

vollständig heilen können. Solche Knochendefekte stellen klinisch eine 

Herausforderung dar und werden aktuell mittels Einsatz verschiedener biokompatibler 

Knochenersatzmaterialien und unter Verwendung von Wachstumsfaktoren, Hormonen 

und Zytokinen therapiert (Park et al. 2003). Goldstandard in der Therapie der Critical-

Size-Defekt stellt die autologe Spongiosaplastik dar, die jedoch nur begrenzt und nicht 

ungeachtet patientenbezogener Komorbiditäten durchgeführt werden kann (Fillingham 

und Jacobs 2016). 2001 gelang so bereits die zellbasierte Therapie von Critical-Size-

Defekten beim Schaf und Hund durch Transplantation autologer BMSCs (Quarto et al. 

2001). Bevor eine sichere und validierte Anwendung von MSCs in standardisierten 

klinischen Therapien gewährleistet werden kann, müssen die molekularen 

Mechanismen, die diesen Differenzierungspotentialen zu Grunde liegen, in 

präklinischen Experimenten evaluiert werden. Da MSCs verschiedenen histologischen 

Ursprungs, wie z. B. aus dem Fettgewebe oder Knochenmark, isoliert und osteogen 

differenziert werden können, muss ferner aufgeklärt werden, welche Bedeutung der 

histologische Ursprung für das Differenzierungspotential besitzt und welche Zellen für 

die MSC-basierte Therapie von Knochendefekten besonders geeignet sind. 

Im Rahmen der präsentierten Arbeit wurde der osteogene Differenzierungsprozess 

porciner MSCs osteomedullärer und adipogener Herkunft über 28 Tage analysiert, um 

die Bedeutung des histologischen Ursprungs der autologen Zellen und spezifischer 

Signalwege für die Osteogenese zu untersuchen. Die generierten Daten sollen wichtige 

Erkenntnisse für eine Transplantation autologer MSCs im Schweinemodell liefern.  
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4.1 Durchflusszytometrische Analyse porciner MSCs 

Die in der vorliegenden Arbeit verwendeten MSCs aus dem Fettgewebe und 

Knochenmark wurden nach ihrer Isolation und Kultivierung entsprechend ihrer 

Plastikadhärenz selektiert und in Passage 3 durchflusszytometrisch analysiert. 

Zur Verifizierung, dass es sich um MSCs handelt, soll laut International Society for 

Cellular Therapy nach der Isolation in der Zellkultur Plastikadhärenz und ein 

osteogenes, chondrogenes und adipogenes Differenzierungspotential nachweisbar sein 

(Bourin et al. 2013; Dominici et al. 2009). Die Plastikadhärenz wurde durch die 

Auswahl des methodischen Vorgehens mit Kultivierung der verwendeten Zellen in 

Plastikzellkulturflaschen und regelmäßiger mikroskopischer Prüfung auf Adhärenz 

sowie Mediumwechsel mit Entfernung nicht-adhärenter Zellen sichergestellt. Die 

immunphänotypische Ausprägung bestimmter Oberflächenantigene soll für die 

Expression von CD29, CD44, CD73, CD90 und CD105 positiv sein (Wong 2011), 

wohingegen die Expression von CD14, CD34 und CD45 negativ ausfallen soll 

(Dominici et al. 2006). Die untersuchten MSCs, sowohl adipogener als auch 

osteomedullärer Herkunft, waren definitionsgemäß negativ für die Expression von 

CD14, CD34 und CD45. Durchschnittlich die Hälfte der untersuchten MSCs war für die 

Oberflächenantigene CD29, CD44 und CD90 positiv, wobei die Expression zwischen 

etwa 40 und 60 % schwankte. Die Expression von CD73 und CD105 fiel entgegen der 

Definition der International Society for Cellular Therapy sowohl für porcine ASCs als 

auch BMSCs negativ aus (Abb.3). Allerdings wurde das Expressionsprofil anhand 

humaner MSCs entwickelt und verschiedene Veränderungen des Immunphänotyps 

während der Kultivierung und auch interindividuell wurden beschrieben (Katz et al. 

2005). Für das porcine System ist ein Expressionsprofil nicht definiert, wodurch die 

Homogenität und der Anteil differenzierbarer Zellen variieren kann (Stockmann et al. 

2012). CD26, das zur Unterscheidung von Fibroblasten und mesenchymalen 

Stromazellen dient (Kundrotas 2012), wurde nicht exprimiert, so dass davon 

auszugehen ist, dass unter den untersuchten Zellen kaum Fibroblasten vorhanden waren. 

Auch für CD31, das vorwiegend von Endothelzellen exprimiert wird (Liu und Shi 

2012), lag die Expressionsrate bei unter 5 %. Es konnten Zellpopulationen gewonnen 

werden, die ein gleichmäßiges Expressionsprofil der untersuchten Oberflächenantigene, 

auch ohne bedeutsame Spenderabhängigkeit, aufwiesen. Die Expression der 

Oberflächenantigene ist weitestgehend kongruent mit Ergebnissen anderer 
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Arbeitsgruppen, die porcine MSCs auf ihren Stammzellcharakter untersucht haben (Ock 

et al. 2010; Vacanti et al. 2005). Das Expressionsprofil der Oberflächenantigene kann je 

nach histologischem Ursprung der MSCs oder auch je nach Spezies variieren (Keating 

2012). Im Gegensatz zu Zuk et al. zeigte sich keine größere Inhomogenität der 

Zellpopulationen bei den porcinen ASCs im Vergleich zu BMSCs (Zuk et al. 2002), die 

durch die Isolation aus der stromavaskulären Fraktion zu erklären wäre (Barba et al. 

2013). 

4.2 Vergleich der osteogenen Differenzierung porciner MSCs 

unter fakultativer BMP-2-Supplementation 

Für eine sichere klinische Applikation der MSC-basierten Therapie und eine 

erfolgreiche Transplantation autologer MSCs im Schweinemodell sind Kenntnisse über 

das Differenzierungspotential in vitro und die Abhängigkeit von Wachstumsfaktoren 

und Signalwegsinhibitoren im Differenzierungsmedium für die MSCs verschiedenen 

histologischen Ursprungs von übergeordneter Relevanz. Zur osteogenen 

Differenzierung wurden diese mit dem etablierten Differenzierungsmedium nach Zuk 

und Pittenger behandelt (Pittenger et al. 1999; Zuk et al. 2001). Ein speziell zur 

osteogenen Differenzierung porciner MSCs etabliertes Medium ist in der Literatur bis 

dato nicht beschrieben. Die osteogene Differenzierung wurde durch Färbung mit 

Alizarin-Rot-S, das eine für Osteoblasten typische Calciumdeposition in die 

extrazelluläre Matrix visualisiert, nachgewiesen (Rawadi et al. 2003; Stanford et al. 

1995). Zu den Wachstumsfaktoren, die eine Reifung mesenchymaler 

Osteoprogenitorzellen zu Osteoblasten bewirken können, zählen BMPs (Phimphilai et 

al. 2006). Insbesondere das in der vorliegenden Arbeit verwendete BMP-2 ist für die 

Differenzierung mesenchymaler Stromazellen zu Osteoblasten von großer Bedeutung 

(Rahman et al. 2015). So konnte bereits in vorklinischen Experimenten und klinischen 

Studien das osteoinduktive Potential von BMP-2 nachgewiesen werden (Chen et al. 

2004). Im porcinen System sind ASCs für eine osteogene Differenzierung essentiell auf 

BMP-2 angewiesen (Bayraktar et al. 2018). Eine Konzentration von 450 ng/ml BMP-2 

wurde gewählt, weil diese osteogene Differenzierung der MSCs bestmöglich induziert 

(Luong et al. 2012). 

Die Quantifizierung des rückgelösten Alizarin-Rot-S zeigte für porcine ASCs und 

BMSCs, dass im Verlauf über alle Messtage die osteogene Differenzierung verbessert 
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wurde, wenn sie additiv mit BMP-2 behandelt wurden. Eine lichtmikroskopische 

Dokumentation von gebundenem Alizarin-Rot-S als Parameter einer erfolgten 

Osteogenese war jeweils in sehr geringem Maße an Tag 14 möglich. Eine sehr deutliche 

Calciumdeposition im Sinne einer erfolgten Osteogenese war an Tag 21 und 28 

festzustellen (Abb. 7, Abb. 9). Dabei war festzustellen, dass porcine ASCs, die mit 

osteogenem Differenzierungsmedium ohne additives BMP-2 kultiviert wurden, weder 

die Messwerte der Rücklösung noch die lichtmikroskopische Dokumentation einen 

Hinweis lieferten, der auf eine erfolgte Osteogenese hindeutete (Abb. 7). Unter Einsatz 

von BMP-2 (450 ng/ml) zeigte sich an Tag 21 und 28 eine signifikant gesteigerte 

Rücklösung des Alizarin-Rot-S als Parameter einer Calciumdeposition durch 

Osteoblasten in die extrazelluläre Matrix. pASCs ließen sich folglich nur osteogen 

differenzieren, wenn das Differenzierungsmedium mit BMP-2 supplementiert wurde. 

Für porcine ASCs ist somit eine Supplementation von BMP-2 für die Osteogenese 

essentiell. Im Gegensatz dazu konnte bei porcinen BMSCs auch unter Verwendung des 

osteogenen Differenzierungsmediums ohne supplementiertes BMP-2 eine Osteogenese 

nachgewiesen werden (Abb. 9). Jedoch bewirkte der Einsatz von BMP-2 auch bei den 

BMSCs eine vermehrte osteogene Differenzierung im Sinne einer verbesserten 

Osteogenese, die an Tag 28 signifikant gesteigert war. Für porcine BMSCs ist demnach 

eine Supplementation von BMP-2 für die Osteogenese nicht essentiell, verbessert aber 

die osteogene Differenzierung. Zusammenfassend lässt sich daraus schließen, dass 

porcine ASCs und BMSCs zur osteogenen Differenzierung geeignet sind. pASCs sind 

dabei auf eine Supplementation von BMP-2 zum etablierten Differenzierungsmedium 

nach Zuk und Pittenger angewiesen, um eine Osteogenese zu erzielen (Bayraktar et al. 

2018). Die osteogene Differenzierung ist von besonderer Bedeutung, da die Zellen im 

Hinblick auf eine autologe Transplantation in einen Critical-Size-Defekt verglichen 

werden sollen. Es ist somit nicht gegeben, dass die untersuchten MSCs verschiedenen 

histologischen Ursprungs ein vergleichbares osteogenes Differenzierungspotential 

besitzen. Für eine klinische Anwendung am Menschen bleibt zu bedenken, dass BMSCs 

im Unterschied zu ASCs eine deutlichere Reduktion des osteogenen 

Differenzierungspotentials mit steigendem Alter erfahren (Shi et al. 2005). 

Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass pBMSCs im Gegensatz zu pASCs sich 

einerseits ohne BMP-2-Zusatz und andererseits auch quantitativ besser osteogen 

differenzieren lassen. Im humanen System verbessert BMP-2 das osteogene 

Differenzierungspotential in ASCs mehr als in BMSCs (Bougioukli et al. 2018). pASCs 
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hingegen differenzieren osteogen nur mit BMP-2. In pBMSCs wird durch BMP-2 die 

Osteogenese verbessert. Im Gegensatz zum humanen System ist also, auch unter BMP-

2, das osteogene Differenzierungspotential der pASCs geringer als das der pBMSCs. 

Andererseits konnten Stockmann, Park et al. zeigen, dass zwischen pASCs und 

pBMSCs sowohl in vitro als auch in vivo eine vergleichbare osteogene Differenzierung 

erreicht wird und der histologische Ursprung demnach zu vernachlässigen sei 

(Stockmann et al. 2012). Bei der In-vivo-Applikation der MSC-basierten Therapie am 

Schwein wurde gezeigt, dass BMP-2 die Knochenregeneration signifikant beschleunigt 

(Park et al. 2007). 

4.3 Vergleich der osteogenen Differenzierung unter spezifischer 

Inhibition des TGF-β-, BMP- und FGF-Signalweges 

Um die Osteogenese der MSCs zu optimieren und klinisch zu nutzen, ist die Aufklärung 

der molekularen Zusammenhänge, die dieser Differenzierung zu Grunde liegen, von 

übergeordneter Relevanz. Die Bedeutung der TGF-β-, BMP- und FGF-Signalwege 

wurde durch die Inkubation mit spezifischen Inhibitoren untersucht. Im Rahmen dieser 

Arbeit wurden porcine ASCs und BMSCs in Passage 3 mit dem etablierten 

Differenzierungsmedium nach Zuk und Pittenger, das mit BMP-2 supplementiert 

wurde, osteogen differenziert. Während der Differenzierung wurden die MSCs darüber 

hinaus mit den genannten Inhibitoren, einzeln und in Kombination, behandelt. 

pASCs und pBMSCs wurden in Passage 3 einerseits fakultativ mit BMP-2 und 

zusätzlich unter Inhibition eines Signalweges bis zu 28 Tage osteogen differenziert. Zur 

Evaluation der Bedeutung des TGF-β-Signalweges für die Osteogenese wurde 

SB431542 genutzt, das reversibel den TGF-β-Signalweg inhibiert (Ho und Whitman 

2008). Dabei agiert es als Inhibitor der TGF-β- und Aktivin-induzierten 

Phosphorylierung von Smad2, die durch ALK4 und ALK5 vermittelt wird. Signalwege, 

die durch Wachstumsfaktoren der TGF-β-Familie induziert werden, sind für die 

Differenzierung der MSCs von großer Bedeutung (Derynck und Akhurst 2007). In 

pASCs scheint die Phosphorylierung von Smad2 im TGF-β-Signalweg die osteogene 

Differenzierung nicht entscheidend zu stören, da es ohne BMP-2 auch bei Inhibition des 

TGF-β-Signalweges zu keiner Osteogenese kam. Die BMP-induzierte Phosphorylierung 

von Smad1, Smad5 und Smad8, die durch ALK2, ALK3 und ALK6 vermittelt wird, 

wird bei der Inhibition des TGF-β-Signalweges mittels SB341542 jedoch nicht 
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beeinflusst (Inman et al. 2002). Unter BMP-2-Einsatz bewirkte die Inhibition bei 

pASCs keine wesentliche Veränderung der Osteogenese bis zum Tag 28 (Abb. 11 A). 

Im Gegensatz dazu wurde bei pBMSCs die osteogene Differenzierung tendenziell durch 

Inhibition des TGF-β-Signalweges weiter verbessert, insbesondere unter BMP-2-

Koinkubation (Abb. 13 B). TGF-β sorgt in vivo im Knochendefekt für eine 

Rekrutierung weiterer MSCs und verbessert durch die Induktion der 

Osteoblastendifferenzierung die Knochenheilung (Tang et al. 2009; Wan et al. 2012). 

Abhängig vom Zelltyp beeinflusst TGF-β die Proliferation, Differenzierung und 

Apoptose (Oshimori und Fuchs 2012). Trotz der positiven Effekte auf die Rekrutierung 

weiterer MSCs bei der Knochenheilung induziert TGF-β jedoch nicht dire t die 

Osteoblastendifferenzierung (Alliston et al. 2001). Passend dazu führte die Inhibition 

des TGF-β-Signalweges nicht zu einer Reduktion der Osteogenese. TGF-β wir t jedoch 

nicht nur über eine ALK4- und ALK-5-vermittelte Phosphorylierung von Smad2, 

sondern auch über die p38 mitogen-acitvated protein kinases (MAPK) auf die 

Proliferation und Differenzierung der Osteoprogenitorzellen (Matsunobu et al. 2009). 

Beide Signalwege wirken letztlich auf die Expression von RUNX2 und damit auf die 

Differenzierung der MSCs (Lee et al. 2002). 

Die Liganden-induzierte Phosphorylierung von Smad1, Smad5 und Smad8 kann durch 

verschiedene BMPs induziert werden. Dorsomorphin inhibiert diese Phosphorylierung 

ohne jedoch die durch TGF-β1- oder Aktivin-induzierte Phosphorylierung von Smad2 

und Smad3 zu beeinflussen. Zusätzlich beruht die Wirkung von Dorsomorphin auf der 

Inhibition der konstitutiv-aktivierten BMP-Typ-1-Rezeptoren ALK1, ALK2, ALK3 und 

ALK6 (Hong und Yu 2009). Dass pASCs auf BMP-2 für eine osteogene 

Differenzierung essentiell angewiesen sind, wurde durch die Beobachtung untermauert, 

dass bei Einsatz von BMP-2 und Dorsomorphin, das wesentlich die Signaltransduktion 

des BMP-2 verhindert, die Differenzierung signifikant reduziert wurde (Abb. 11 B). Im 

Verlauf zeigten die pASCs eine Stagnation und Retardierung der Osteogenese. Auch die 

lichtmikroskopische Beurteilung bestätigte, dass keine qualitativ erkennbare 

Kalzifizierung der extrazellulären Matrix stattgefunden hatte (Abb. 12). Im Vergleich 

wurde auch bei pBMSCs durch die Inhibition des BMP-Signalweges die Osteogenese 

signifikant reduziert (Abb. 13 B). Lichtmikroskopisch waren hier qualitativ noch Areale 

mit einer Kalzifizierung der EZM auszumachen, qualitativ und quantitativ war diese 

aber im Vergleich zu pBMSCs, deren BMP-Signalweg nicht inhibiert wurde, deutlich 
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vermindert. Die Hemmung des BMP-Signalweges reduziert das 

Differenzierungspotential in pASCs und pBMSCs. BMP-2 verstärkt die osteogene 

Aktivität der MSCs in vitro und ist wichtig für die Differenzierung der Osteoblasten 

(Lou et al. 1999). Es führt im porcinen System in vivo zu einer deutlichen Akzeleration 

der Osteogenese (Park et al. 2007). 

FGF-2 beeinflusst die Expression von Wachstumsfaktoren in verschiedenen Zelltypen, 

wird durch TGF-β induziert und verbessert die Differenzierung von Osteoblasten und 

somit die Osteogenese (Beck und D'Amore 1997; Sobue et al. 2002). Montero et al. 

konnten zeigen, dass FGF-2 für die Knochenbildung und auch Osteogenese der MSCs 

von Bedeutung ist (Montero et al. 2000). Um die Bedeutung des FGF-Signalweges für 

die osteogene Differenzierung der porcinen MSCs zu evaluieren, wurde dieser mittels 

BGJ398 inhibiert. BGJ398 ist ein Inhibitor der Liganden-induzierten 

Autophosphorylierung der FGF-Rezeptortyrosinkinasen 1, 2 und 3 (Konecny et al. 

2013), so dass weitere intrazelluläre Phosphorylierungsschritte, die letztlich 

Proliferations- und Differenzierungsprozesse regulieren, unterbunden werden (Lee et al. 

1989). In Osteoblasten sind insbesondere die FGF-Rezeptortyrosinkinasen 1 und 2 

exprimiert (Rice et al. 2000). Wird FGF-2 zu Beginn der osteogenen Differenzierung 

appliziert, wird die Osteogenese beschleunigt (Kuhn et al. 2013). FGF-2 erhöht dabei 

die Expression von TGF-β und BMP-2 und reguliert in Osteoblasten die BMP-2-

Expression (Fakhry et al. 2005). pASCs zeigten unter Inhibition des FGF-Signalweges 

keine wesentliche Veränderung der Osteogenese und auch im Verlauf wurde die 

osteogene Differenzierung nicht retardiert (Abb. 11 C). Im Vergleich zeigten pBMSCs 

an Tag 28 eine tendenziell verbesserte Osteogenese unter Inhibition des FGF-

Signalweges während der Differenzierung (Abb. 13 C). Die FGF-

Rezeptortyrosinkinasen 1, 2 und 3 und die dadurch induzierten intrazellulären 

Phosphorylierungsschritte haben somit keine essentielle Bedeutung für die osteogene 

Differenzierung der porcinen MSCs, da eine Inhibition dieses Signalweges das 

osteogene Differenzierungspotential nicht reduziert. Jedoch scheint ein Einfluss auf die 

Osteogenese zu bestehen, da in pBMSCs die Differenzierung durch die Inhibition des 

FGF-Signalweges zu einer verbesserten Osteogenese führt. Im Unterschied zu diesen 

Ergebnissen bewirkt der FGF-Signalweg in humanen ASCs jedoch eine deutliche 

Akzeleration der Proliferation (Iwashima et al. 2009), weshalb im Rahmen dieser Arbeit 

FGF-2 zur Proliferation der pMSCs vor der osteogenen Differenzierung verwendet 



Diskussion 

58 
 

wurde. Ferner bleibt das multipotente Differenzierungspotential der MSCs durch FGF-2 

erhalten (Tsutsumi et al. 2001). FGF-2 verbessert darüber hinaus auch das chondrogene 

Differenzierungspotential humaner ASCs (Chiou et al. 2006). Im porcinen System 

beeinflusst der FGF-Signalweg die osteogene Differenzierung, wie durch die gesteigerte 

Osteogenese der pBMSCs gezeigt werden konnte. Im Rahmen dieser Arbeit konnte 

gezeigt werden, dass eine Inhibition des FGF-Signalweges die osteogene 

Differenzierung im porcinen System nicht unterbindet. Eine kontinuierliche Behandlung 

mit FGF-2 bewirkte in vitro eine Reduktion der osteogenen Differenzierungsmarker 

(Canalis et al. 1988; Rodan et al. 1989). Eine intermittierende Behandlung scheint 

jedoch die osteogene Differenzierung sowohl in vitro (Canalis et al. 1988) als auch 

in vivo (Mayahara et al. 1993) zu verbessern. Auch Fakhry et al. konnten demonstrieren, 

dass eine kontinuierliche Behandlung mit FGF-2 die osteogene Differenzierung hemmt, 

wohingegen eine sequentielle Behandlung mit FGF-2 gefolgt von BMP-2 die osteogene 

Differenzierung tendenziell verbesserte (Fakhry et al. 2005). Neben den Ergebnissen 

einer kontinuierlichen FGF-Signalwegsinhibition wäre demnach auch eine sequentielle 

Inhibition des FGF-Signalweges ein aufschlussreicher Ansatz. Weitere Bedeutung für 

die Osteogenese hat der FGF-Signalweg, weil die Expression von BMP-2 und TGF-β 

durch eine kurzfristige Zugabe von FGF-2 zu Beginn der osteogenen Differenzierung 

erhöht wird (Fakhry et al. 2005). Eine kontinuierliche Inhibition des FGF-Signalweges, 

wie im Rahmen dieser Arbeit demonstiert, unterbindet jedoch nicht die osteogene 

Differenzierung. Die positive Wirkung des FGF-Signalweges auf die Osteogenese ist 

auf die verstärkte Proliferation der Osteoprogenitorzellen zurückzuführen (Martin et al. 

1997). Demnach würde die Inhibition des FGF-Signalweges sich vorrangig zu Beginn 

der osteogenen Differenzierung nachteilig auf die Osteogenese auswirken, was in 

weiteren Versuchsansätzen zu untersuchen wäre. Denn FGF-2 scheint vorrangig zu 

Beginn der Knochenheilung für die Proliferation der Osteoblasten von großer 

Bedeutung zu sein, wohingegen BMP-2 später die Mineralisierung der extrazellulären 

Matrix unterstützt (Hughes-Fulford und Li 2011). Trotz der positiven Wirkung des 

FGF-Signalweges auf die Proliferation der Osteoblasten, scheinen höhere Dosen von 

FGF-2 die osteogene Differenzierung in vivo zu hemmen (Zellin und Linde 2000). Ein 

synergistischer Effekt auf die osteogene Differenzierung durch den FGF- und BMP-

Signalweg scheint nur bei niedrigen Dosen von FGF-2 zu bestehen, wohingegen höhere 

Dosen die Osteogenese inhibieren (Fujimura et al. 2002). 
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Um die Auswirkungen der Inhibition des TGF-β-, BMP- und FGF-Signalwege und 

deren Wechselwirkungen auf die Osteogenese zu untersuchen, wurden die pMSCs unter 

kombinierter Inhibition von zwei der untersuchten Signalwege differenziert. pASCs 

konnten bei gleichzeitiger Inhibition des TGF-β- und BMP-Signalweges nicht osteogen 

differenzieren. Sowohl der TGF-β- als auch BMP-Signalweg wirken auf Smad4, dessen 

Deletion zu einer Reduktion von Knochenvolumen, Mineralisierung und 

Osteoblastenaktivität führt (Tan et al. 2007). Allerdings führte die osteogene 

Differenzierung mit BMP-2 und gleichzeitiger Inhibition des TGF-β- und BMP-

Signalweges zu einer osteogenen Differenzierung, die vergleichbar mit den pASCs war, 

die nur mit BMP-2 behandelt wurden (Abb. 15 A). Dies ist insofern beachtlich, weil die 

Behandlung mit BMP-2 in pASCs überhaupt erst eine osteogene Differenzierung 

ermöglichte (Abb. 7). Inhibiert man bei pASCs jedoch zeitgleich den TGF-β- und BMP-

Signalweg unter BMP-2-Einsatz fällt die Osteogenese wie unter osteogenem 

Differenzierungsmedium aus. Ebenso entsprach bei pBMSCs die osteogene 

Differenzierung unter kombinierter Inhibition des TGF-β- und BMP-Signalweges der 

Osteogenese ohne Signalwegsinhibition. BMP-2 verbesserte unter kombinierter 

Inhibition des TGF-β- und BMP-Signalweges die osteogene Differenzierung weiter 

(Abb. 16 A). Die osteoinduktive Wirkung von BMP-2 kann in vivo durch TGF-β 

deutlich gesteigert werden (Tachi et al. 2011). Bei pBMSCs scheint jedoch unter 

kombinierter Inhibition des TGF-β- und BMP-Signalweges nicht nur wie auch bei 

pASCs die einschränkende Wirkung der BMP-Signalwegsinhibition auszubleiben, 

sondern insgesamt sogar eine Verbesserung der Osteogenese zu resultieren. Die BMP-

2-Expression wird bei der Frakturheilung im murinen System sehr früh induziert, die 

TGF-β-Expression steigt hingegen erst nach einigen Tagen (Cho et al. 2002), was 

nahelegt, dass eine kontinuierliche Zugabe dieser Wachstumsfaktoren nicht die 

Osteogenese optimal unterstützt (Luong et al. 2012). Demnach könnte durch eine 

sequentielle Signalwegsinhibition die Evaluation der Bedeutung der untersuchten 

Signalwege für die osteogene Differenzierung der MSCs weiter präzisiert werden. 

Wurde bei pASCs zeitgleich der TGF-β- und FGF-Signalweg gehemmt, konnte mit 

BMP-2 die osteogene Differenzierung leicht verbessert werden. Ohne das für pASCs 

essentielle BMP-2 konnte auch durch diese kombinierte Signalwegsinhibition in pASCs 

keine ausreichend osteoinduktive Wirkung erzielt werden (Abb. 15 B). Bei pBMSCs 

bewirkte die osteogene Differenzierung ohne BMP-2 mit zeitgleicher Inhibition des 

TGF-β- und FGF-Signalweges keine Beeinflussung der zeitlichen und quantitativen 
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Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix. Wurde jedoch BMP-2 dem osteogenen 

Differenzierungsmedium zugegeben, so gelang durch Inhibition des TGF-β- und FGF-

Signalweges eine hochsignifikante Verbesserung der Osteogenese (Abb. 16 B). Wo bei 

pASCs unter diesen Bedingungen keine Veränderung erzielt wurde, zeigten pBMSCs 

eine deutlich gesteigerte osteogene Differenzierung. Sowohl TGF-β als auch FGF-2 

bewirken eine Proliferation von Osteoblasten, reduzieren jedoch in vitro die Expression 

der Alkalischen Phosphatase und somit die Mineralisierung (Bosetti et al. 2007). Dies 

erklärt die verbesserte Osteogenese der pBMSCs unter kombinierter Inhibition des 

TGF-β- und FGF-Signalweges. Sasaki et al. konnten zeigen, dass der TGF-β-Signalweg 

letztlich auf den FGF-Signalweg wirkt und diesem vorgeschaltet ist (Sasaki et al. 2006). 

Andererseits wurde 2006 gezeigt, dass TGF-β und FGF-2 in vitro die osteoinduktive 

Wirkung von BMP-2 durch vermehrte Expression von ALK6 und eine dadurch 

vermittelt erhöhte Phosphorylierung von Smad1, 5 und 8 verstärken (Singhatanadgit et 

al. 2006). 

Zur Vervollständigung der Übersicht wurden die pMSCs auch unter Inhibition des 

BMP- und FGF-Signalweges bis zu 28 Tage osteogen differenziert. Die kombinierte 

Zugabe von FGF-2 und BMP-2 bewirkt im murinen System eine stärkere osteogene 

Differenzierung als die Zugabe einer dieser Wachstumsfaktoren alleine (Hanada et al. 

1997). Im Gegensatz dazu bewirkte eine kombinierte Zugabe im caninen System in vivo  

eine verminderte osteogene Differenzierung, ebenso jedoch auch eine alleinige Zugabe 

von BMP-2 (Vonau et al. 2001). Unter BMP-2 bewirkte die Inhibition des BMP- und 

FGF-Signalweges keine Veränderung der bei pASCs im Vergleich zu pBMSCs gering 

ausfallenden Osteogenese (Abb. 15 C). Beachtlich ist, dass auch hier bei pASCs im 

Vergleich zu ohne Signalwegsinhibition keine veränderte osteogene Differenzierung 

festgestellt werden konnte. Die Inhibition des BMP-induzierten Signalweges, die sonst 

die Osteogenese in pASCs vollständig verhinderte, hat unter zeitgleicher Inhibition des 

FGF-Signalweges scheinbar keinen Einfluss auf die osteogene Differenzierung. Bei 

pBMSCs konnte ohne BMP-2 kein wesentlicher Unterschied in der Osteogenese 

festgestellt werden. Bei Einsatz von BMP-2 und Inhibition der BMP- und FGF-

Signalwege konnte eine tendenzielle Verbesserung der Osteogenese beobachtet werden. 

Insbesondere an Tag 21 war die Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix unter 

Einsatz der Inhibitorkombination deutlich gesteigert, fiel aber bis Tag 28 auf eine nur 

noch tendenziell geringfügig verbesserte Osteogenese (Abb. 16 C). Abschließend lässt 
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sich aber auch hier herausstellen, dass die kombinierte Inhibition des BMP- und FGF-

Signalweges nicht wie unter alleiniger Inhibition des BMP-Signalweges zu einer 

deutlichen Einschränkung der Osteogenese führt. Luong et al. konnten zeigen, dass im 

murinen System eine sequentielle Zugabe mit zunächst FGF-2, gefolgt von BMP-2 zu 

einer bestmöglichen osteogenen Differenzierung mit diesen Wachstumsfaktoren führt 

(Luong et al. 2012). Die kombinierte Zugabe osteoinduktiver Wachstumfaktoren 

bewirkt nicht unbedingt eine verstärkte Osteogenese durch die induzierten Signalwege 

(Ripamonti et al. 2001). Stattdessen muss bedacht werden, dass eine sequentielle 

Zugabe distinkter osteoinduktiver Wachstumfaktoren eine stärkere osteogene 

Differenzierung bewirken kann als die kombinierte Zugabe zu einem Zeitpunkt (Raiche 

und Puleo 2004). Die sequentielle Signalwegsinhibition wäre hier ein interessanter 

Ansatz, die Bedeutung der Signalwege für die osteogene Differenzierung im zeitlichen 

Verlauf zu evaluieren. Im Verlauf der osteogenen Differenzierung können 

Regulationsmechanismen der untersuchten Signalwege für die Osteogenese 

entscheidend sein, die durch eine kontinuierliche Signalwegsinhibition nicht erfasst 

werden können. 

4.4 Schlussfolgerungen 

4.4.1 Auswirkungen der BMP-2-Supplementation 

Im Vergleich konnte, wie von Bayrakter et al. demonstiert wurde, bestätigt werden, dass 

für pASCs BMP-2 für eine osteogene Differenzierung essentiell ist, wohingegen 

pBMSCs auch mit osteogenem Differenzierungsmedium ohne BMP-2 osteogen 

differenzierten (Bayraktar et al. 2018). Jedoch wurde auch bei pBMSCs durch den 

BMP-2-Zusatz die Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix verstärkt und somit 

die Osteogenese verbessert. Insbesondere das im Rahmen dieser Arbeit verwendete 

BMP-2 ist im Stande, die osteogene Differenzierung in vitro zu verbessern (Cheng et al. 

2003; Luu et al. 2007). pASCs sind für eine osteogene Differenzierung sogar essentiell 

auf BMP-2 angewiesen (Bayraktar et al. 2018). Im Vergleich differenzierten pBMSCs 

im Gegensatz zu pASCs besser osteogen und zeigten einerseits ohne BMP-2 und 

andererseits auch quantitativ stets eine stärkere Calciumdeposition in die extrazelluläre 

Matrix als Maß für die stattgefundene Osteogenese. 



Diskussion 

62 
 

4.4.2 Auswirkungen der Inhibition des TGF-β-, BMP- und FGF-

Signalweges 

Die Inhibition des TGF-β-Signalweges fördert tendenziell die Osteogenese porciner 

MSCs, insbesondere der pBMSCs (Abb. 13 A). Die Hemmung des BMP-Signalweges 

unterbindet das Differenzierungspotential in pASCs und reduziert es in pBMSCs 

deutlich. In pASCs wurde die durch BMP-2 erst ermöglichte Osteogenese durch 

Inhibition des BMP-Signalweges vollständig unterbunden und in pBMSCs deutlich 

eingeschränkt (Abb. 11 B, Abb. 13 B). Durch Inhibition des FGF-Signalweges wird das 

osteogene Differenzierungspotential der pMSCs nicht reduziert, sondern scheint sogar 

in pBMSCs dieses tendenziell zu verbessern (Abb. 13 C). Bei kombinierter Inhibition 

einerseits des BMP- und andererseits sowohl des TGF-β- als auch des FGF-Signalweges 

lässt sich die deutliche Einschränkung der durch die BMP-Signalweg-Inhibition 

vermittelten Osteogenese aufheben.. Inhibiert man neben dem BMP-Signalweg 

zeitgleich auch den TGF-β- oder FGF-Signalweg, fällt die deutlich hemmende Wirkung 

auf die Osteogenese durch die BMP-Signalwegsinhibition weg (Abb. 15 A/C, 

Abb. 16 A/C). Allerdings konnte in pASCs auch durch keine Inhibitorkombination eine 

ausreichende osteoinduktive Wirkung erzielt werden, sofern kein BMP-2 

supplementiert wurde (Abb. 15 A – C). Durch zeitgleiche Inhibition des TGF-β- und 

FGF-Signalweges lässt sich unter BMP-2 die Osteogenese von pBMSCs deutlich 

verbessern (Abb. 16 B). Auf diese Weise behandelte Zellen erzielten die größtmögliche 

Calciumdeposition in die extrazelluläre Matrix im Sinne einer erfolgreichen osteogenen 

Differenzierung.  

4.5 Kritische Betrachtung 

Um für die In-vivo-Anwendung verlässliche Aussagen über das osteogene 

Differenzierungspotential der MSCs treffen zu können, ist eine Erhöhung der Fallzahl 

zu empfehlen. Die im Rahmen dieser Arbeit untersuchten Fallzahlen lassen einen 

orientierenden Überblick über die Osteogenese der porcinen MSCs verschiedenen 

histologischen Ursprungs zu und geben Hinweise, dass porcine BMSCs besser als ASCs 

osteogen differenzieren. Die Untersuchung der TGF-- und FGF-Signalwege erlaubt 

erste Aussagen über deren Bedeutung für die Osteogenese. Um eine klinisch sichere 

und wirksame Applikation gewährleisten zu können, ist eine weitere detaillierte 

Untersuchung dieser Signalwege und deren Interaktion unverzichtbar. Ebenso scheinen 
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Regulationsmechanismen der Signalwege im zeitlichen Verlauf der osteogenen 

Differenzierung von Bedeutung zu sein. Porcine ASCs und BMSCs wurden während 

der osteogenen Differenzierung mit den Inhibitoren SB431542, Dorsomorphin und 

BGJ398 behandelt, die unterschiedliche TGF-β- und FGF-Rezeptoren inhibieren. Die 

Inhibition aller drei Signalwege hatte einen Einfluss auf die Osteogenese, so dass 

angenommen werden kann, dass jeder Signalweg für die osteogene Differenzierung von 

Bedeutung ist. Durch eine vertiefende Untersuchung dieser Signalwege, z. B. durch 

Western-Blot-Analyse entscheidender Mediatoren oder durch Knock-Out-Versuche 

entsprechender Gene, wären weitere Aussagen über die Interaktion der Signalwege und 

deren Interaktion für die Osteogenese möglich. Auch Versuche mit Überexpression 

Osteogenese relevanter Gene können das Wissen über die molekularen Mechanismen 

der osteogenen Differenzierung erweitern und wären so einer klinischen Applikation 

des Bone Tissue Engineering dienlich. Ein weiteres Problem stellte die nicht 

vermeidbare Ablösung konfluent gewachsener und über bis zu 28 Tage differenzierter 

pMSCs auf den Zellkulturschalen dar. Eine Modifikation oder Lösung hierfür würde 

einen Verlust von Untersuchungsmaterial während der Versuchsdurchführung 

reduzieren und somit die Anzahl der Versuchsdurchführungen und letztlich die 

Aussagekraft und Reliabilität der gewonnenen Daten erhöhen. Darüber hinaus konnte 

bereits gezeigt werden, dass das Schwein sich als Modellorganismus, insbesondere zur 

Untersuchung der Frakturheilung, besonders eignet. Morphologie und 

Regenerationsverhalten ähneln dem humanen System (Aerssens et al. 1998). Dennoch 

bleibt zu bedenken, dass bis zu einer sicheren klinischen Applikation der MSC-

basierten Therapie am Menschen trotz der zahlreichen Analogien auch mögliche 

Unterschiede des Modellorganismus Schwein zum Menschen aufgeklärt werden müssen 

und die Erkenntnisse des porcinen nicht vollständig auf das humane System übertragen 

werden können. Denn im Gegensatz zu porcinen ASCs scheinen humane ASCs besser 

als humane BMSCs zu differenzieren (Fraser et al. 2006). Um eine MSC-basierte 

Therapie am Menschen optimal nutzen zu können, sollten möglichst viele Faktoren 

aufgeklärt sein, die das osteogene Differenzierungspotential beeinflussen, wie z. B. 

histologischer Ursprung, Alter des Spenders und die Nutzung von Wachstumsfaktoren 

(Volk et al. 2012; Kuhn et al. 2013; Hempel et al. 2016).  
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4.6 Ausblick 

Bone Tissue Engineering ist ein intensiv erforschter therapeutischer Ansatz, bei dem 

fehlender oder defekter Knochen durch in vitro differenzierte Zellen oder hergestelltes 

Gewebe, zum Beispiel auf Grundlage kultivierter und osteogen differenzierter MSCs, 

regeneriert werden soll. Für eine therapeutisch wirksame klinische Applikation ist die 

interdisziplinäre Aufklärung und Optimierung zahlreicher Aspekte von übergeordneter 

Relevanz: (1) eine für den Patienten möglichst schonende Gewinnung geeigneter 

Zellen, wie beispielsweise MSCs verschiedener histologischer Herkunft, (2) die In-

vitro-Proliferation und bestmögliches Osteogenesepotential der isolierten und 

kultivierten Zellen, (3) eine optimale Interaktion zwischen diesen Zellen und einer 

geeigneten biokompatiblen Scaffold, (4) die Implantation und eine optimale Integration 

dieses Scaffolds mit den osteogen differenzierten Zellen in den Knochendefekt und (5) 

eine regenerationsfördernde Interaktion der implantierten in vitro differenzierten Zellen 

mit den ortsständigen Zellen (Abb. 1, Abb. 2) (Khan et al. 2012). Der Einsatz autologer 

Zellen ist in der regenerativen Medizin von großer Bedeutung und die dafür geeigneten 

MSCs können mittlerweile aus verschiedenen Geweben isoliert werden (Gupta und 

Chang 2010). BMSCs stellen dabei den Goldstandard unter den erforschten MSCs dar 

und sind die am längsten erforschten MSCs (Friedenstein et al. 1976). Aber 

insbesondere ASCs scheinen aufgrund geringerer Entnahmemorbidität und größerem 

Patientenkomfort eine vielversprechende Alternative zu sein (Bredeson et al. 2004). Da 

sich MSCs gut expandieren lassen, würden auch größere Knochendefekte gut therapiert 

werden können (Caplan und Bruder 2001). Die durch diese Arbeit gewonnenen 

Erkenntnisse über das Differenzierungspotential porciner ASCs und BMSCs und dessen 

Optimierung durch Supplementation von BMP-2 und durch Inhibition spezifischer 

Signalwege sind von hoher Relevanz für eine bevorstehende autologe Transplantation 

osteogen differenzierter MSCs im Schweinemodell und ermöglichen so wichtige 

Erkenntnisse über das Regenerationspotential der MSCs in vivo. Die generierten Daten 

und daraus gezogenen Schlussfolgerungen ermöglichen einen validen Vergleich des 

Osteogenesepotentials verschiedener pMSCs und lassen so auch zukünftige Vergleiche 

zum humanen System zu, was für die In-vivo-Untersuchung des 

Regenerationspotentials und die mögliche Übertragbarkeit auf das humane System von 

fundamentaler Bedeutung ist. Durch diese Arbeit konnte demonstriert werden, dass 

einerseits die Berücksichtigung der Gewebeherkunft und andererseits die Optimierung 
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der In-vitro-Osteogenese durch BMP-2 und die unterschiedliche Bedeutung der 

Signalwege für ASCs und BMSCs für eine sichere und effektive Applikation dieses 

therapeutischen Ansatzes von übergeordneter Relevanz ist. 
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