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I 

Zusammenfassung 

Die Osteoporose ist als systemische Skeletterkrankung durch eine gestörte Knochenhomöostase, 

mikroarchitektonische Verschlechterung des Knochengewebes sowie eine reduzierte 

Knochenmasse gekennzeichnet. Innerhalb der Pathogenese kommen der Fehlregulationen des 

Receptor Activator of NF-κB/ Receptor Activator of NF-κB ligand/ Osteoprotegerin 

(RANK/RANKL/OPG)-Systems sowie der Blutversorgung des Knochens eine besondere 

Bedeutung zu. Es konnte bereits nachgewiesen werden, dass eine verminderte Blutversorgung 

des Knochens mit osteoporotischen Veränderungen assoziiert ist. Die vorliegende Arbeit 

untersuchte den Einfluss von Osteoblasten (OB) von Patient*innen mit Osteoporose hinsichtlich 

Mechanismen der Angiogenese und der OPG-Expression. Hierzu wurde das Expressionsmuster 

der Angiogenese-relevanten Faktoren Interleukin (IL)6, IL8, Angiogenin (ANG), Vascular 

endothelial growth factor (VEGF), Chitinase-3 like-protein-1 (CHI3L1) sowie der Hypoxia-

inducible factor-1-alpha (HIF-1α) in OB osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5) analysiert. 

Darüber hinaus wurde der Einfluss konditionierter Medien von OB T ≤ -2,5 auf das 

Proliferations- und Migrationsverhalten von Endothelzellen (EA.hy 926) untersucht. Des 

Weiteren wurde der Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 und deren 

spezifischen Inhibitoren auf das Proliferations- und Migrations-Verhalten von EA.hy 926 sowie 

auf die OPG-Expression humaner OB analysiert.  

Humane OB wurden aus der Spongiosa von Femurköpfen, die bei der Implantation von Hüft-

Totalendoprothesen entnommen wurden, isoliert und kultiviert. Die Knochendichte der 

Patient*innen wurde anhand einer Dual X-ray Absorptiometry (DXA)-Messung bestimmt. Eine 

vorliegende Osteoporose wurde ab einem Wert von T ≤ -2,5 angenommen, Werte T ≥ -1 wurden 

als nicht-osteoporotisch definiert. Der Überstand der OB-Zellkulturen wurde genutzt, um die 

Expression Angiogenese-relevanter Faktoren mittels Enzyme-Linked Immunosorbent Assays 

(ELISA) zu analysieren. Konditionierte Medien aus OB-Kulturen wurden genutzt, um in 

CellTiter-Blue (CTB) Assays sowie Migrationsassays den Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf das 

Proliferations- und Migrations-Verhalten von EA.hy 926 zu untersuchen. Zudem wurde in 

Migrationsassays der Effekt von IL6, IL8, ANG sowie deren spezifischen Inhibitoren Anti-IL6, 

Reparixin und Anti-ANG auf die Migration von EA.hy 926 analysiert. Darüber hinaus wurden 

humane OB mit IL6, IL8, ANG, Anti-IL6, Reparixin und Anti-ANG inkubiert, um die Effekte 

auf die OPG-Expression im Überstand der behandelten OB-Kulturen zu untersuchen.  

In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass OB T ≤ -2,5 ein differentielles 

Expressionsmuster Angiogenese-relevanter Faktoren aufweisen. Die Expression von IL6 war um 

124 % signifikant erhöht, während die Expression von IL8 um 44 % und ANG um 35 % 

signifikant vermindert waren. Konditionierte Medien aus OB-Kulturen von OB T ≤ -2,5 zeigten 

einen proliferations- und migrationsfördernden Effekt auf EA.hy 926. Darüber hinaus 

modulierten die in OB T ≤ -2,5 differentiell exprimierten Faktoren und deren spezifischen 

Inhibitoren die Migrationskapazität von EA.hy 926 sowie die OPG-Expression in humanen OB. 

Die Migration von EA.hy 926 konnte durch ANG und Reparixin signifikant gesteigert werden, 

während sie unter dem Einfluss von IL6 und IL8 signifikant vermindert war. Die OPG-Expression 

im Überstand von OB-Kulturen zeigte sich durch Anti-IL6, Reparixin und ANG signifikant 

vermindert. 

Vorliegende Ergebnisse legen nahe, dass der Pathomechanismus der Osteoporose auf zellulärer 

Ebene durch ein verändertes Expressionsmuster Angiogenese-relevanter Faktoren, insbesondere 

IL6, IL8 und ANG, durch OB T ≤ -2,5 mitbeeinflusst wird. Dies umfasst eine mögliche 

Fehlregulation des Osteogenesis-Angiogenesis Couplings und des RANK/RANKL/OPG-

Systems. Damit dient diese Arbeit als Grundlage weiterer Forschungsansätze, um die 

Mechanismen einer Fehlregulation der beteiligten Systeme im Kontext der Osteoporose weiter zu 

analysieren.  
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Summary 

Osteoporosis is a systemic skeletal disorder characterized by impaired bone homeostasis, 

microarchitectural deterioration of bone tissue, and reduced bone mass. Within the pathogenesis, 

dysregulations of the receptor activator of NF-κB/ receptor activator of NF-κB ligand/ 

osteoprotegerin (RANK/RANKL/OPG) system as well as the blood supply to the bone play a 

pivotal role. Reduced bone perfusion has already been demonstrated to be associated with 

osteoporotic changes.  

The present study investigated the influence of osteoblasts (OB) derived from patients with 

osteoporosis on mechanisms of angiogenesis and OPG expression. Specifically, the expression 

profiles of angiogenesis-related factors, including interleukin (IL)6, IL8, angiogenin (ANG), 

vascular endothelial growth factor (VEGF), chitinase-3 like-protein-1 (CHI3L1), and hypoxia-

inducible factor-1-alpha (HIF-1α) were analyzed in osteoblasts from osteoporotic patients. 

Furthermore, the effects of conditioned media from OB T ≤ -2.5 on proliferation and migration 

of endothelial cells (EA.hy 926) were examined. In addition, the role of differentially expressed 

factors in OB T ≤ -2.5 and their specific inhibitors on EA.hy 926 proliferation and migration, as 

well as on OPG expression in human OB, was assessed. 

Human osteoblasts were isolated and cultured from the spongiosa of femoral heads obtained 

during the implantation of total hip arthroplasty. The bone density of the donors was determined 

using dual X-ray absorptiometry (DXA) measurements. Osteoporosis was assumed at a T score 

of ≤ -2.5, while values ≥ T -1 were defined as non-osteoporotic. Supernatants from OB cell 

cultures were analyzed for angiogenesis-related factors using enzyme-linked immunosorbent 

assays (ELISA). Conditioned media from OB cultures were applied in CellTiter-Blue (CTB) 

assays and migration assays to evaluate their effects on EA.hy 926 proliferation and migration. 

Moreover, migration assays were employed to assess the effects of IL6, IL8, and ANG, as well 

as their specific inhibitors (Anti-IL6, Reparixin, Anti-ANG), on EA.hy 926 migration. Human 

OB were also treated with IL6, IL8, ANG, Anti-IL6, Reparixin, and Anti-ANG to investigate 

their effects on OPG expression in the culture supernatants. 

The study demonstrated that OB T ≤ -2.5 exhibit a distinct expression profile of angiogenesis-

related factors. IL6 expression was significantly increased by 124%, whereas IL8 expression was 

reduced by 44% and ANG by 35%. Conditioned media from OB T ≤ -2.5 cultures exerted 

proliferative and migration-promoting effects on EA.hy 926. Furthermore, the differentially 

expressed factors in OB T ≤ -2.5 and their respective inhibitors modulated both EA.hy 926 

migration capacity and OPG expression in human OB. EA.hy 926 migration was significantly 

enhanced by ANG and Reparixin, while markedly reduced by IL6 and IL8. OPG expression in 

OB culture supernatants was significantly decreased following treatment with Anti-IL6, 

Reparixin, and ANG. 

These findings suggest that the cellular pathomechanisms of osteoporosis are influenced by 

altered expression patterns of angiogenesis-related factors, particularly IL6, IL8, and ANG, in 

OB T ≤ -2.5 This may involve dysregulation of osteogenesis–angiogenesis coupling and the 

RANK/RANKL/OPG system. Accordingly, this study provides a foundation for further 

investigations aimed at elucidating the mechanisms underlying dysregulation of these systems in 

the context of osteoporosis. 
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1. Einleitung 

1.1. Allgemeines 

1.1.1. Definition der Osteoporose 

Die Osteoporose zählt laut der World Health Organization (WHO) zu den häufigsten 

Knochenerkrankungen. Als systemische Skeletterkrankung ist die Osteoporose durch eine 

verminderte Knochendichte mit einer verschlechterten Mikroarchitektur, einem Anstieg der 

Knochenfragilität und einer daraus entstehenden Frakturneigung gekennzeichnet (2, 3). 

Nach der WHO wird die Osteoporose anhand der bone mineral density (BMD) definiert. Die 

BMD in g/cm2 wird mittels Dual X-ray Absorptiometry (DXA) bestimmt. Die Messung wird 

vornehmlich im Bereich der Lendenwirbel L1-4 oder des proximalen Femurs durchgeführt (4). 

Auf Grundlage der BMD definieren sich T- und Z-Score. Der T-Score beschreibt die Differenz 

zwischen der gemessenen BMD und der mittleren BMD einer Referenzpopulation junger, 

gesunder Erwachsener gleichen Geschlechts und gleicher Ethnie. Der Z-Score beschreibt die 

Differenz zwischen der gemessenen BMD und der mittleren BMD einer altersgleichen 

Referenzpopulation gleichen Geschlechts und gleicher Ethnie (5, 6). Der T-Score findet seine 

Anwendung im Kollektiv postmenopausaler Frauen und Männern über 50 Jahren. Für jüngere 

Patient*innen wird der Z-Score verwendet (7). Eine Osteoporose wird ab einem T-Score ≤ -2,5 

diagnostiziert. Eine verminderte Knochendichte mit einem T-Score < -1 und > -2,5 wird als 

Osteopenie klassifiziert (Tab. 1). Voraussetzung für die Diagnostik der Osteoporose mittels T-

Score ist der Ausschluss anderer Erkrankungen, die mit einer Verminderung der Knochendichte 

einhergehen (4).   

Einteilung  T-Score BMD 

Normal ≥ -1 Innerhalb einer Standardabweichung des Mittelwerts eines 

jungen, gesunden Referenzkollektivs.  

Osteopenie -1 bis -2,5 Unterhalb einer bis 2,5 Standardabweichung des 

Mittelwerts eines jungen, gesunden Referenzkollektivs. 

Osteoporose ≤ -2,5 Unterhalb 2,5 Standardabweichungen von dem Mittelwert 

eines jungen, gesunden Referenzkollektivs. 

Tab. 1: Definition der Osteopenie und Osteoporose nach WHO 

World Health Organisation (WHO), Bone mineral density (BMD). Basierend auf Sözen et al (8).  
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1.1.2. Epidemiologie der Osteoporose 

Osteoporose ist eine weltweit verbreitete Erkrankung. Die globale Prävalenz wird in einem 

systematischen Review von Xiao et al. mit 19,7 % angegeben. Dabei variiert die Prävalenz in 

Abhängigkeit von Staaten, geographischen Regionen, Ethnien und weiteren Faktoren. So liegt die 

Prävalenz der Osteoporose in der Türkei bei 52 %, wohingegen sie in den Niederlanden lediglich 

4,1 % beträgt (9). Innerhalb der Europäischen Union leiden schätzungsweise 22 Millionen Frauen 

und etwa 5,5 Millionen Männer an Osteoporose (10). 

50 - 59 60 - 69 70 - 79 80 - 89

0

20

40

60

80

100

Alter

P
rä

v
a
le

n
z 

%

Gesamt

Männer

Frauen

 

Abb. 1: Globale Prävalenz der Osteoporose nach Alter und Geschlecht 

Basierend auf Xiao et al. (9) 

Alter und Geschlecht beeinflussen die Prävalenz der Osteoporose maßgeblich. Frauen sind 

deutlich häufiger betroffen als Männer. Zudem nimmt die Prävalenz mit zunehmendem Alter 

zu (9, 11). Eine Darstellung der Altersentwicklung der globalen Prävalenz findet sich in Abb. 1. 

In einer alternden Gesellschaft steigt die Anzahl der Patient*innen mit Osteoporose und damit die 

Zahl assoziierter Komplikationen. Innerhalb der Europäischen Union wurden 2010 etwa 3,5 

Millionen Fragilitätsfrakturen dokumentiert. Die dadurch entstandene ökonomische Belastung 

belief sich schätzungsweise auf 37 Milliarden Euro (10). Es ist zu erwarten, dass der 

gesellschaftlich-ökonomische Stellenwert der Osteoporose in Zukunft weiter zunimmt.   

1.1.3. Ätiologie und Risikofaktoren der Osteoporose 

Die Einteilung der Osteoporose erfolgt in die Form der primären Osteoporose, infolge natürlicher 

Alterungsprozesse, sowie der sekundären Osteoporose, die als Folge von Primärerkrankungen 

oder Medikation auftreten kann. Im Falle der primären Osteoporose wird der Typ I 

(postmenopausale Osteoporose) gegen den Typ II (senile Osteoporose) abgegrenzt. Eine seltene 

Form ist die idiopathische Osteoporose bei jungen Menschen. Die sekundäre Osteoporose kann 
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multiple Ursachen haben. Zu den häufigsten zählen hierbei endokrine Grunderkrankungen wie 

Hypercortisolismus, Hypogonadismus, Hyperthyreose und andere, Malabsorptionssyndrome und 

Essstörungen, Immobilisation oder medikamentöse Ursachen wie bspw. die Langzeittherapie mit 

Glucocorticoiden oder Protonenpumpeninhibitoren (12, 13). 

Durch die verschiedenen Formen osteoporotischer Erkrankungen lassen sich eine Vielzahl 

potentieller Risikofaktoren aufführen. Eine Auswahl der wichtigsten Risikofaktoren für die 

Entwicklung einer primären Osteoporose Typ I und II ist in Tab. 2 aufgeführt.   

Nicht modifizierbare Risikofaktoren Ggf. modifizierbare Risikofaktoren 

− Alter 

− Weibliches Geschlecht 

− Familiäre Osteoporose 

− u. a.  

− Östrogenmangel 

− Östrogenexpositionszeit < 30 Jahre 

(Späte Menarche, frühe Menopause) 

− Körperliche Inaktivität/Immobilität 

− Schlechter Ernährungszustand 

− Calciummangel, Vitamin-D-Mangel 

− Noxen (Rauchen, Alkoholismus) 

− u. a.  

Tab. 2: Risikofaktoren für die Entwicklung einer primären Osteoporose 

Basierend auf Herold et al. und Felsenberg et al. (13, 14) 

1.1.4. Einflussgrößen der BMD 

Die BMD steht in Abhängigkeit von den fortlaufenden Umbauprozessen des Knochens. Diese 

Umbauprozesse unterliegen einer Reihe endogener und exogener Einflussgrößen (15, 16). Das 

endokrine System ist maßgeblich an der systemischen Regulation der BMD beteiligt. 

Wachstumsregulatoren fördern den Aufbau neuer Knochenmasse. Sexualhormone vermitteln 

antiresorbierende Effekte und fördern den Knochenaufbau. Kalzitrope Hormone haben einen 

homöostatischen Effekt und regulieren das Gleichgewicht des Calcium-Phosphat-Haushalts (15, 

21). Die beteiligten Faktoren üben teils pleiotrope Effekte auf den Knochenmetabolismus aus (17-

19). So vermitteln beispielsweise Thyroxin, Oxytocin und Parathormon sowohl die Stimulation 

von Formations- als auch von Resorptionsprozessen. Vitamin D stimuliert die Resorption und 

wirkt sich über Absorptionsmechanismen von Calcium zusätzlich auf die Formationsprozesse des 

Knochengewebes aus (15, 20). Die Einflüsse einiger wichtiger endogener Faktoren auf die 

Regulation von Resorption und Neubildung der Knochensubstanz und somit auf die BMD sind 

in Abb. 3 dargestellt.  
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Abb. 2: Endogene Einflussgrößen auf den Knochenmetabolismus.  

Basierend auf N.H. Hart et al. (15). Bone mineral density (BMD), Adrenokortikotropes Hormon (ACTH), 

Parathormon (PTH), Vitamin D3 (Vit D3 ), Human growth hormone (hGH), Insulin like growth factor 1 (IGF-1). 

Wachstumsregulatoren1, Geschlechtshormone2, Kalzitrope Hormone3.  

 

1.2. Knochenhomöostase und Pathophysiologie 

1.2.1. Grundlagen des Knochenmetabolismus 

Die Knochensubstanz bildet die Grundlage für den Bewegungsapparat des Menschen und erfüllt 

weitere essentielle Aufgaben. Neben der strukturellen Stabilität bietet das knöcherne Skelett 

inneren Organen und Geweben Schutz vor äußeren Einflüssen, ist an der Regulation des 

Mineralstoffhaushalts beteiligt und dient als Reservoir für Wachstumsfaktoren und Zytokine. Des 

Weiteren bildet die Knochensubstanz das notwendige Milieu für die Hämatopoese des 

Knochenmarks. Knochen ist als Gewebe höchst adaptiv, strukturell dynamisch und metabolisch 

aktiv (22, 23). 

Die Einteilung der Knochen erfolgt nach verschiedenen Kriterien wie Größe, Konsistenz oder 

Form. Für die folgenden Ausführungen wird sich hier auf die Einteilung in Ossa longa, brevia, 

plana, pneumatica und irregularia bezogen. Im Kontext der Osteoporose kommt den Ossa longa 

die größte Bedeutung zu (24). Makroskopisch setzen sich die Ossa longa aus Epiphyse, Diaphyse 

und der verbindenden Metaphyse zusammen. Auf mikroskopischer Ebene ist zwischen den 

Anteilen der Spongiosa und der Kompakta zu unterscheiden (25, 26). Die Spongiosa besteht aus 

einem Gitterwerk aus Trabekeln. Dieses Grundgerüst ist an die Zug- und Druckbelastung der 

jeweiligen Knochen adaptiert und bietet den anatomischen Raum für das Knochenmark (27). 

Obwohl die Spongiosa nur 20 % der Gesamtmasse der menschlichen Knochen ausmacht, hat sie 
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doch eine übergeordnete Bedeutung in Bezug auf die metabolische Aktivität der Knochen. 

Bedingt durch das hohe Verhältnis von Oberfläche zu Volumen steht die Spongiosa in einem 

engen Bezug zu zirkulierenden Wachstumsfaktoren und Zytokinen (28). Die Kompakta bildet 

den verhärteten, dichteren Rindenbereich der Ossa longa, die Kortikalis. Diese ist durch eine 

große Widerstandsfähigkeit ausgezeichnet und verleiht den Knochen große Stabilität (25, 28, 29). 

Osteoklasten (OC), Osteoblasten (OB) und Osteozyten bilden die zelluläre Grundlage des 

Knochen-Gewebes und Metabolismus. OC sind mehrkernige Riesenzellen, welche aus der Fusion 

mononukleärer Zellen der hämatopoetischen Stammzelllinie entspringen. Sie sind dem 

mononukleär phagozytären System (MPS) zugehörig (30-32). Vorläuferzellen der OC zirkulieren 

in der Blutlaufbahn. Unter dem Einfluss verschiedener Chemokine und Zytokine, insbesondere 

dem Macrophage-colony-stimulating factor (MCS) und dem Receptor Activator of NF-κB ligand 

(RANKL), differenzieren die Vorläuferzellen zu reifen OC (33). Die Hauptaufgabe der OC 

besteht in der Resorption von Knochensubstanz. Aktive OC sind polarisiert. Eine sealing zone 

liegt dem Knochen direkt an und schafft eine laterale Abgrenzung der basolateralen 

Resorptionszone gegenüber umliegenden Strukturen. Innerhalb der Resorptionszone haben OC 

keinen direkten Kontakt zum Knochen. Hier bildet sich ein funktionell abgetrennter Bereich, in 

welchen die OC Protonen und Proteasen sezernieren. Diese lösen Hydroxylapatit und degradieren 

die organischen Komponenten mittels Proteolyse (34-37). Neben ihrer Hauptaufgabe, der 

Knochenresorption, weisen neuere Erkenntnisse auf weitere Funktionen der OC hin. Demnach 

beeinflussen sie beispielweise die Immunregulation und somit auch den Pathomechanismus 

maligner Tumorerkrankungen (30, 34). 

OB sind für den Aufbau der Knochenmatrix verantwortlich. Sie entstammen der Linie 

mesenchymaler Stammzellen (MSC) und differenzieren sich unter dem Einfluss multipler 

Faktoren, insbesondere der Expression von Bone morphogenetic proteins (BMPs), Mitgliedern 

des Wingless pathways (Wnt) sowie des RANK/RANKL-Systems zu reifen OB (31, 38, 39). 

Reife OB sind cuboidale, polarisierte Zellen, die neue Knochensubstanz in zwei Schritten 

aufbauen. Zunächst sezernieren die OB das Osteoid, bestehend aus Kollagen, nicht-kollagene 

Proteine und Proteoglykanen. Es folgt die Mineralisierung des Osteoids. Zentral ist hierbei die 

Synthese von Hydroxylapatit aus Matrixvesikeln (31, 38, 40). Nachdem die Knochensubstanz 

gebildet wurde, differenzieren OB zum Teil zu Osteozyten in der Knochensubstanz, verbleiben 

als Bone lining cells (BLC) an der Knochenoberfläche oder werden apoptotisch (41, 42). 

BLC sind ruhende abgeflachte OB, die die Knochenoberflächen bedecken, wenn sich diese nicht 

in akuten Umbauprozessen befindet (38, 43). Sie haben im Knochenmetabolismus wichtige 

Funktionen. So verhindern BLC die direkte Interaktion von OC mit der Knochenmatrix und damit 

eine überschießende Resorption des Knochens (44, 45). BLC bauen zudem Kollagenfibrillen ab, 
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die bei Umbauprozessen des Knochen durch die OC verbleiben (45). Darüber hinaus konnte 

gezeigt werden, dass BLC wieder zu aktiven Osteoblasten differenzieren können und somit eine 

bedeutende Quelle für Osteoblasten im Erwachsenenalter sind (46-48).  

Osteozyten sind der Linie der MSC zugehörig, haben eine lange Lebensdauer und stellen den 

größten Anteil der Knochenzellen. Sie differenzieren sich aus OB und lagern sich in der 

Knochenmatrix, in sogenannten Lakunen, ein (41, 49, 50). Im Rahmen der Differenzierung aus 

OB bilden Osteozyten bis zu 100 dendritische Ausläufer aus. Diese Ausläufer schaffen 

Verbindungen zu umliegenden Osteozyten, oberflächlich gelegenen OB, sowie dem vaskulären 

System. Innerhalb dieses funktionellen Netzwerks nehmen Osteozyten Einfluss auf den 

Knochenmetabolismus (51-53). Die Rolle des endokrinen Einflusses von Osteozyten auf den 

Knochenmetabolismus ist Gegenstand aktueller Forschung. Neben der Expression von RANKL 

und Osteoprotegerin (OPG) sind Osteozyten beispielsweise in der Lage, mechanische Belastung 

in biochemische Signale zu translatieren (54). 

1.2.2. Bone modeling and remodeling 

Die Knochensubstanz unterliegt fortlaufenden Auf- und Umbauprozessen. Das bone modeling 

beschreibt den Prozess des Knochenwachstums, der nach der Wachstumsphase endet, sowie die 

mechanisch induzierten Adaptionen des Knochens an Belastung (55). Das bone remodeling 

hingegen beschreibt die Reparatur von Mikroschäden (targeted remodeling) und den 

stochastischen Austausch der Knochensubstanz (non-targeted remodeling) (23, 56). Als 

lebenslanger Prozess erfordert das bone remodeling eine strikte Regulation, um die Integrität der 

Knochensubstanz zu gewährleisten. Physiologisch wird die abgebaute Knochensubstanz in Ort, 

Volumen und Funktion ersetzt (57). Auf zellulärer Ebene wird die Regulation des bone 

remodeling durch die Basic molecular unit (BMU) und das Bone remodeling compartment (BRC) 

gewährleistet (55). 

Die BMU umfasst nach Frost Osteoklasten (OC), Osteoblasten (OB) und Osteozyten sowie die 

kapilläre Blutversorgung innerhalb der bone remodeling cavity (58). Die BMU tritt in Form von 

Howship´schen Lakunen an der Oberfläche der Trabekelknochen in der Spongiosa auf (59). Im 

Bereich der Kortikalis entstehen durch die Umbauprozesse des bone remodeling Tunnel, welche 

mit Knochensubstanz ausgekleidet werden. In diesen sogenannten Haver´schen Kanälen 

verbleiben kleinste Blutgefäße (55). Sowohl in den Howship´schen Lakunen als auch in den 

Haver´schen Kanälen werden die Zellen der BMU von dem BRC umgeben. Das BRC ist die 

funktionelle Einheit des bone remodelings. Es handelt sich hierbei um eine Überdachung aus einer 

dünnen Zellschicht, innerhalb derer das bone remodeling präzise reguliert wird (60). Diese 

geschlossene Mikroumgebung ermöglicht nach Hauge et al. einen effizienten Austausch der 
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notwendigen Matrixbestandteile und Mineralien, eine präzise Rekrutierung der Zellen der BMU 

und bildet somit die mikroanatomische Grundlage des bone remodelings (61). 

Der Prozess des bone remodelings umfasst einen Zyklus mit fünf Phasen. Innerhalb der 

Aktivierungsphase werden Vorläuferzellen der OC rekrutiert und aktiviert. Initial auslösende 

Faktoren der Aktivierungsphase können durch Osteozyten vermittelte Signalwege sein (62). 

Beispielsweise wird mechanischer Scherstress durch Osteozyten von einem physikalischen 

Impuls zu einem biochemischen Signal translatiert und induziert so über die Rekrutierung von 

OC und OB Umbauprozesse des Knochengewebes als Adaption an spezifische Belastung (63). In 

einem ähnlichen Mechanismus werden im Rahmen des targeted remodelings durch die Apoptose 

von Osteozyten parakrine Faktoren freigesetzt, welche die Knochenbildung induzieren (64-66). 

In der folgenden Resorptionsphase wird Knochengewebe durch die gereiften OC resorbiert. Der 

Mechanismus des Wechsels von Resorption hin zur Bildung neuer Knochensubstanz in der 

Umkehrphase (reversal phase) ist bislang nicht vollständig aufgeklärt. Während der  

Formationsphase und der Terminationsphase wird durch die OB die Knochensubstanz aufgebaut. 

In der Folge differenzieren die OB zu Osteozyten innerhalb der Knochenmatrix, verbleiben als 

BLC an der Knochenoberfläche oder werden apoptotisch (55). 

1.2.3. RANK/RANKL/OPG-System 

Das Zusammenspiel von Resorptions- und Formationsprozessen ist essentiell, um die Integrität 

des Knochens zu gewährleisten. Die Feinregulation von OC, OB, BLC und Osteozyten wird 

maßgeblich über das RANKL/RANK/OPG-System vermittelt (67). Das System besteht aus drei 

miteinander interagierenden Proteinen. Dem Receptor Activator of NF-κB ligand (RANKL), dem 

Receptor Activator of NF-κB (RANK) und Osteoprotegerin (OPG) (68). In den späten 1990er 

Jahren wurde OPG als Mitglied der Tumor-necrosis factor (TNF)-Rezeptor Familie identifiziert, 

das in vitro die Differenzierung von OC verhinderte (69-71). In der Folge konnten mit RANKL 

und RANK weitere Proteine nachgewiesen werden, die im Zusammenspiel mit OPG die 

Signalwege zur Vermittlung von Resorptions- und Formationsprozessen des Knochens steuern 

(67, 72). 

OPG wird als lösliches Protein von verschiedenen Zelltypen sezerniert. Neben B-Lymphozyten, 

Chondrozyten und glatten Gefäßmuskelzellen ist im Hinblick auf die Knochenhomöostase 

insbesondere die OPG-Expression der OB relevant. OPG wird als löslicher Rezeptor der TNF-

Rezeptorfamilie exprimiert, bindet RANKL und inhibiert die biologischen Effekte von RANKL, 

indem es die Bindung von RANKL an RANK verhindert und somit die Aktivierung der OC 

unterbindet (73). Dadurch erfüllt OPG in Menschen eine osteoprotektive Funktion. Eine 
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homozygote partielle Deletion bei Patient*innen mit juvenilem Morbus Paget führte zu 

vermehrtem bone remodeling, Osteopenie, sowie einem erhöhten Frakturrisiko (74). 

Auch RANKL gehört der TNF-Familie an. Er wird von Zellen lymphatischer Gewebe, 

Lungengewebe und v. a. von OB und deren Vorläuferzellen gebildet (73, 75, 76). Es existieren 

drei Isoformen, von denen eine als löslicher Ligand (sRANKL) fungiert. sRANKL entsteht 

hierbei durch die Proteolyse der Transmembrandomäne durch Metalloproteasen oder alternatives 

Splicen (77, 78). Während die membrangebundenen Formen des RANKL über Zell-Zell Kontakte 

eine strikte topographische Regulierung des bone remodeling ermöglichen, vermittelt sRANKL 

eine übergreifend systemische Wirkung (79).  

RANKL bindet an den RANK-Rezeptor, welcher unter anderem von OC und deren Vorläufern 

gebildet wird und vermittelt so die Differenzierung und Aktivierung von OC, die Adhärenz an 

den Knochen, die Aufrechterhaltung der Resorptionsaktivität, sowie die systemische Freisetzung 

von OC und deren Vorläufern in die Blutlaufbahn (73, 80-83). Dieser Signalweg ist neben seiner 

übergeordneter Bedeutung für die Regulation der Knochenhomöostase auch für weitere 

Signalwege essentiell. RANK wird neben OC von Zellen multipler Gewebe exprimiert wie der 

Skelettmuskulatur, den Glandulae mammaria, dendritischen Zellen oder dem Thymus (73). 

Das Verhältnis von RANKL zu OPG wird in der RANKL/OPG-Ratio erfasst. Eine erhöhte 

Konzentration oder Ratio zugunsten von RANKL ist mit einer vermehrten Resorption und einem 

höheren Knochenumsatz assoziiert, während eine niedrige Ratio die Knochenresorption reduziert. 

Das Gleichgewicht zwischen RANKL und OPG stellt eine wichtige Determinante hinsichtlich 

Knochen-Masse und Stärke dar (84-86). Ein Missverhältnis der RANKL/OPG-Ratio kann so eine 

verminderte Knochendichte im Sinne einer Osteoporose zur Folge haben. Abb. 3 zeigt eine 

graphische Darstellung des RANKL/RANK/OPG-Systems.  
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Abb. 3: Grundzüge des RANKL/RANK/OPG-Systems  

Receptor Activator of NF-κB ligand (RANKL), Receptor Activator of NF-κB (RANK), Osteoprotegerin (OPG)  

Links: Hoher Knochenumsatz bei hoher RANKL/OPG-Ratio. Rechts: Niedriger Knochenumsatz bei kleiner 

RANKL/OPG-Ratio. Basierend auf Silva, I. and J.C. Branco und Felsenberg, D. and L. Maurer. (73, 87) Die Abbildung 

wurde unter Verwendung von Servier Medical Art erstellt1. 

1.2.4. Osteogenesis-Angiogenesis Coupling 

Das Osteogenesis-Angiogenesis Coupling beschreibt die Verknüpfung des Knochen-

metabolismus mit der Angiogenese. Die Blutversorgung des Knochens umfasst in Ruhe etwa 

10 - 15 % des Herz-Zeit-Volumens und ist essentiell für den Aufbau der Knochensubstanz im 

Rahmen des bone modelings sowie für die Umbauprozesse des bone remodelings (88). Die 

Angiogenese schafft dabei Transportwege für die beteiligten Zellen, gewährleistet die Sauerstoff- 

und Nährstoffversorgung, den Transport von Mineralstoffen sowie den Abtransport von 

Stoffwechselmetaboliten (69, 89, 90). Das Coupling von Osteogenese und Angiogenese wird 

maßgeblich durch den Crosstalk von Endothelzellen, OB und Osteozyten beeinflusst (90). An den 

Signalwegen beteiligte Faktoren umfassen den vascular endothelial growth factor (VEGF), den 

hypoxia-inducible factor 1 alpha (HIF-1α), Notch, BMP, und den Fibroblast growth factor (FGF) 

(90). 

In Bezug auf pathologische Veränderungen der BMD im Erwachsenenalter ist insbesondere die 

Angiogenese hinsichtlich der Prozesse des bone remodelings zu betrachten. Kapillargefäße sind 

 

 

1 Servier Medical Art. Zur Verfügung gestellt von Servier, lizenziert unter einer Creative Commons Attribution 3.0 

Unported Lizenz. 
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Teil der BMU bzw. des BRC. Es konnte bereits demonstriert werden, dass sich im Bereich von 

remodeling sites eine erhöhte Dichte an Kapillargefäßen, OB-Progenitorzellen und weiteren 

proliferativen Zellen findet. Die stärkste Ausprägung befindet sich hierbei in den erodierten 

Bereichen des Knochens. Eine genau reguliert angiogene Reaktion ist demnach von 

entscheidender Bedeutung für das bone remodeling (89, 91). Störungen der Angiogenese sowie 

ein veränderter Blutfluss können dadurch mit verschiedenen Knochenerkrankungen wie der 

Osteoporose assoziiert sein. So konnte bei postmenopausalen Osteoporosepatientinnen eine 

verminderte Blutversorgung des Femurs nachgewiesen werden (92). Des Weiteren korrelierte 

eine verminderte Blutversorgung der unteren Extremität mit einer verminderten BMD (93). 

Auch konnte in neueren Untersuchungen ein direkter Zusammenhang zwischen spezifischen 

Gefäß-Subtypen und einer modifizierten BMD nachgewiesen werden. Kusumbe et al. definieren 

im Mausmodell auf Basis morphologischer, molekularer und funktioneller Kriterien 

Endothelzellen der Typen H und L (94). Endothelzellen des Typ H sind mit der Anwesenheit von 

Osteoprogenitorzellen assoziiert, vermitteln die Neo-Angiogenese in Knochen und werden als 

sensitiver Biomarker der BMD diskutiert. Ein Verlust der Typ H Zellen in adulten Mäusen ist mit 

einer verminderten Knochendichte assoziiert (94-96). 

Das Zusammenspiel von Osteogenese und Angiogenese wird durch lokale Mediatoren, sowie 

dem Crosstalk zwischen Endothelzellen, OB und Osteozyten reguliert. Die genauen 

Mechanismen des Osteogenesis-Angiogenesis Coupling im Hinblick auf pathologische Prozesse 

sind Gegenstand aktueller Forschung (90, 97). Angiogenese-relevante Faktoren, die von OB 

exprimiert werden, umfassen u. a. Interleukin (IL)6, IL8, Angiogenin (ANG), den vascular 

endothelial growth factor (VEGF), chitinase-3 like-protein-1 (CHI3L1), sowie den hypoxia-

inducible factor-1-alpha (HIF-1α).  

IL6 ist als pluripotentes Zytokin Teil zahlreicher systemischer und lokaler Signalwege (98, 99). 

Im Hinblick auf den Knochenmetabolismus reguliert IL6 die Aktivität von OB, OC, Osteozyten 

und Knorpelzellen (100). Es vermittelt resorbierende Effekte durch die Induktion der 

Differenzierung von OC, sowie durch eine Aktivitätsminderung von OB (101-103). Zusätzlich 

modifiziert IL6 das RANKL/RANK/OPG-System und vermittelt hier einen proresorptiven 

Effekt. In murinen Versuchen induzierte IL6 die RANKL- und OPG-Expression in OB und 

reduzierte RANK (104). IL6 ist zudem maßgeblich an Prozessen der Frakturheilung beteiligt. Die 

globale Inhibition von IL6 in der Reparationsphase beeinträchtigt das bone remodeling (105, 

106). Apoptotische Osteozyten sezernieren vermehrt IL6 und vermitteln so das bone remodeling 

(97, 107). Zudem konnte eine IL6-vermittelte Erhöhung von VEGF mRNA in verschiedenen 

Zelllinien nachgewiesen werden (108). 
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IL8 (auch CXC-motiv-chemokine ligand 8 (CXCL8)) gehört zu der Familie der CXC-

Proteinliganden (109). Als solches beeinflusst IL8 maßgeblich neoplastische Erkrankungen, 

Mechanismen der Metastasierung und die Angiogenese (110, 111). IL8 vermittelt chemotaktische 

Effekte auf Lymphozyten, neutrophile Granulozyten und vermittelt eine angiogene Wirkung 

durch direkte Steigerung der Endothelzellproliferation sowie eine Steigerung der Expression von 

Metalloproteasen in CXC motiv chemokine receptor 1 (CXCR1) und CXCR2 positiven 

Endothelzellen. Bezogen auf das RANKL/RANK/OPG-System konnte eine durch IL8 vermittelte 

Steigerung der RANKL-Expression in OB, sowie eine Steigerung der OC-Differenzierung 

nachgewiesen werden. Dadurch fördert IL8 Resorptionsprozesse innerhalb des Knochens. Es 

konnten bislang keine Effekte von IL8 auf die OPG-Expression humaner OB beobachtet werden 

(112, 113). Aktuelle Arbeiten diskutieren die Relevanz von IL8 als Biomarker für die 

Rehospitalisierungsrate bei Patient*innen mit Osteoporose nach stattgehabter Hüftfraktur (114). 

ANG ist ein Ribonuklease-Enzym und wurde als einer der ersten Faktoren identifiziert, der 

maßgeblich an der Regulation der Angiogenese beteiligt ist (115). Es stimuliert die Angiogenese 

sowohl autonom als auch synergistisch mit anderen angiogenen Faktoren wie etwa VEGF, den 

basic fibroblast growth factors (aFGF und bFGF) oder dem epidermal growth factor (EGF) (116). 

ANG nimmt zudem Einfluss auf Prozesse der Tumorgenese, vermittelt neuroprotektive Effekte, 

ist Teil von Entzündungsreaktionen, der angeborenen Immunantwort und Regenerations-

prozessen (117). Bislang konnten keine direkten Einflüsse von ANG auf das 

RANKL/RANK/OPG-System gezeigt werden.  

Die verschiedenen Mitglieder der VEGF-Familie, insbesondere VEGF-A, haben einen zentralen 

Einfluss auf die Regulation der Angiogenese. VEGF wirkt in Endothelzellen anti-apoptotisch und 

fördert deren Migration (118, 119). Auch im Knochenstoffwechsel ist VEGF von Bedeutung. So 

induziert VEGF die Proliferation und Migration von OB, unterstützt deren Invasion in das 

Knochengewebe und verlängert die Lebensdauer der OB. Mehrere Arbeitsgruppen konnten 

zeigen, dass OB in Reaktion auf verschiedene Stimuli VEGF freisetzen und selbst VEGF-

Rezeptoren exprimieren (121-123). Huang et al. beschreiben zudem, dass VEGF zur 

Differenzierung von OC führen kann. Dies sei durch eine VEGF vermittelte Erhöhung der 

RANKL/OPG-Ratio in präosteoblastischen Zellen bedingt (120). Darüber hinaus ist VEGF an 

Prozessen der Frakturheilung beteiligt. In murinen Versuchsansätzen konnte nachgewiesen 

werden, dass eine Inhibition von VEGF zu einer verminderten Angiogenese, Knochenbildung 

und Mineralisation in Frakturen führte. Die Zugabe von exogenem VEGF führte hingegen zu 

einer erhöhten Bildung von Blutgefäßen sowie einer verstärkten Ossifikation und Reifung des 

Kallus (124). In Reaktion auf Frakturen setzen humane apoptotische Osteozyten vermehrt VEGF 

frei und unterstützen so Regenerationsprozesse (97, 107). 
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CHI3L1 wird u. a. von OB, Makrophagen, neutrophilen Granulozyten, Chondrozyten, 

Endothelzellen und glatten Muskelzellen sezerniert und ist an Entzündungsreaktionen, 

Zellmigration und Gewebs-remodeling beteiligt (125). Die genauen biologischen Funktionen von 

CHI3L1 sind noch weitestgehend unbekannt (126). Es steht in Zusammenhang mit Signalwegen, 

die die Chemotaxis, die Adhäsion und die Migration von Endothelzellen beeinflussen. In vitro 

führte die Zugabe von CHI3L1 zur vermehrten Migration von Endothelzellen, sowie deren 

tubulären Formation (127-129). CHI3L1 kann zu den akute-Phase Proteinen gezählt werden. Die 

Plasmakonzentration steigt infolge inflammatorischer Stimuli um über 25 % an (125, 130). 

Neuere Arbeiten evaluieren die Bedeutung von CHI3L1 bei Osteoporose. CHI3L1 induzierte 

durch das bone morphogenetic protein (BMP) 2 eine vermehrte Differenzierung von OB mit der 

Folge einer gesteigerten Knochenbildung. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass CHI3L1 die 

Osteoklastogenese inhibiert und die Knochenresorption durch eine verstärkte OPG-Expression 

gemindert wird (131). Die Inhibition von CH3L1 führte in murinen Osteoporosemodellen zur 

Reduktion proinflammatorischer Zytokine und zu einem signifikant niedrigeren Verlust von 

Knochenmasse (132). Die genauen Effekte von CHI3L1 auf den Knochenmetabolismus sind 

bisher jedoch nur unzureichend beschrieben und Gegenstand aktueller Forschung. 

HIF-1α wird von multiplen Hypoxie-sensitiven Zellen als Reaktion auf Hypoxie transkribiert. Es 

ist an der Regulation des Sauerstoffhaushaltes, der Angiogenese, der Erythropoese, 

Wundheilungsprozessen, weiteren Stoffwechselprozessen und an Prozessen der Tumorgenese 

beteiligt (133, 134). Verschiedene Arbeiten evaluieren die Bedeutung von HIF-1α im 

Osteogenesis-Angiogenesis Coupling und kommen hierbei zu teils gegensätzlichen 

Schlussfolgerungen. So konnte einerseits demonstriert werden, dass die HIF-1α-Expression die 

Vaskularisierung, sowie die Osteogenese fördert. Auch hat eine verminderte HIF-1α-Expression 

in OB eine reduzierte Angiogenese und Osteogenese zur Folge (90, 135). Dem entgegen stehen 

Beobachtungen, dass durch HIF-1α die Aktivität und Differenzierung von OC gesteigert wird und 

damit pro-resorptive Effekte vermittelt werden (136). Die Inhibition von HIF-1α konnte in 

mehreren murinen Versuchsansätzen den Knochenverlust bei Osteoporose signifikant mindern 

(137, 138). Hinsichtlich des Einflusses von HIF-1α auf das Osteogenesis-Angiogenesis Coupling 

fördert die Aktivierung des HIF-1α-Signalwegs die Expression von VEGF sowie die Bildung von 

Kapillaren des Typs H und steigert so potentiell die Osteogenese (94, 139). HIF-1α beeinflusst 

direkt den Phänotyp von OB, den Knochenumbau und die Vaskularisierung des Knochens (140).  
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1.3. Ziele dieser Arbeit 

Die Osteoporose ist eine Erkrankung verminderter Knochendichte und durch eine multifaktorielle 

Pathogenese gekennzeichnet. Zentrale Aspekte sind dabei Veränderungen des Osteogenesis-

Angiogenesis Coupling sowie eine Dysregulation des RANKL/RANK/OPG-Systems. Eine 

Überbetonung von RANKL in der RANKL/OPG-Ratio sowie eine verminderte Blutversorgung 

des Knochens sind mit einer verminderten Knochendichte assoziiert.  

Eigene Vorarbeiten aus der Arbeitsgruppe Grotheer (Klinik für Orthopädie und Unfallchirurgie 

des Universitätsklinikum Düsseldorf) wiesen auf eine veränderte Zytokinexpression in 

Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5) hin. Aus diesem Grund sollte die 

Expression von Angiogenese-relevanten Faktoren wie IL6, IL8, ANG, VEGF, CHI3L1 und 

HIF-1α in OB T ≤ -2,5 untersucht und deren Einfluss auf Endothelzellen detaillierter evaluiert 

werden. Dabei sollten folgende Fragestellungen beantwortet werden:  

1. Unterscheidet sich das Expressionsmuster von IL6, IL8, ANG, VEGF, CHI3L1 und 

HIF-1α in OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu nicht-osteoporotischen Kontrollgruppen?  

2. Beeinflussen OB T ≤ -2,5 die Proliferation und Migration humaner Endothelzellen?  

3. Welchen Einfluss haben potentiell differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf 

das Migrationsverhalten humaner Endothelzellen? 

4. Welchen Einfluss haben potentiell differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf 

die OPG-Expression humaner OB?  

Ziel dieser Arbeit ist es, die Expression von IL6, IL8, ANG, VEGF, CHI3L1 und HIF-1α aus dem 

Überstand humaner OB osteoporotischer und nicht-osteoporotischer Patient*innen zu 

quantifizieren und zu vergleichen. Zudem soll der Einfluss konditionierter Medien aus Kulturen 

von OB T ≤ -2,5 auf die Zellzahl und die Migration humaner Endothelzellen analysiert werden, 

um einen möglichen Einfluss auf das Osteogenesis-Angiogenesis Coupling im 

Pathomechanismus der Osteoporose zu untersuchen. Sollte sich die differentielle Expression 

einzelner Faktoren durch OB T ≤ -2,5 bestätigen, soll im Anschluss der Einfluss dieser Faktoren 

und spezifischer Inhibitoren auf die Migration humaner Endothelzellen und die OPG-Expression 

humaner OB analysiert werden.  

Die durchgeführten Versuche sollen dazu beitragen, die Bedeutung der Osteoblasten im 

Pathomechanismus der Osteoporose im Hinblick auf das Osteogenesis-Angiogenesis Coupling 

und eine mögliche Einflussnahme auf das RANKL/RANK/OPG-System weiter aufzuklären.  
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2. Material und Methoden 

2.1. Biologisches Material 

2.1.1. Humane Osteoblasten  

Humane OB wurden aus der Spongiosa von Femurköpfen isoliert und kultiviert. Die 

Knochensubstanz wurde bei der Implantation von Hüft-Totalendoprothesen am 

Universitätsklinikum Düsseldorf entnommen und mit Einwilligung zur Verfügung gestellt. Die 

Knochendichte der Spender*innen wurde anhand einer DXA-Messung bestimmt. Eine 

vorliegende Osteoporose wurde ab einem T-Score von ≤ -2,5 diagnostiziert. Die entsprechenden 

OB-Zellkulturen werden im Folgenden mit OB T ≤ -2,5 bezeichnet. Ein T-Score ≥ -1 wurde als 

nicht-osteoporotisch definiert. Die entsprechenden OB-Zellkulturen werden mit OB T ≥ -1 

bezeichnet. Die Anzahl der Spender*innen sowie die Altersverteilung sind Tab. 3 zu entnehmen. 

Ein Ethikvotum zur „Erstellung einer Biobank für Osteoblasten und Osteoklasten zur Aufklärung 

molekularbiologischer Zusammenhänge von Knochenerkrankungen“ mit der Studiennummer 

5885R liegt vor. 

T-Score n m/w M (Alter in Jahren) SD (Alter in Jahren) 

OB T ≥ -1 12 (m=4, w=8) 68,67 15,55 

OB T ≤ -2.5 8 (m=3, w=5) 82,63 11,16 

OB ohne vorliegende Messung 3 (m=1, w=2) 85,67 11,72 

Gesamt 23 (m=8, w=15) 75,74 15,20 

Tab. 3: Zellmaterial (humane Osteoblasten) 

Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1) und Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5), Gesamtanzahl der Grundgesamtheit (n), männlich (m), weiblich (w), Mittelwert (M), 

Standardabweichung (SD). 

2.1.2. Humane Endothelzellen EA.hy 926 

Zur Untersuchung des Einflusses divergierender Faktoren auf die Migrationskapazität und 

Zellzahl humaner Endothelzellen wurde eine Zelllinie immortalisierter humaner Endothelzellen 

verwendet. EA.hy 926 ist eine etablierte Hybrid-Zelllinie, die aus humanen Endothelzellen aus 

Umbilicalvenen (HUVEC) gewonnen und mit A549-Zellen aus humanen Lungenkarzinomen 

fusioniert wurde (141).  
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2.1.3. Zytokine und Inhibitoren 

Material Hersteller 

Recombinant Human IL-6 200-06 
PeproTech - Thermo Fisher Scientific GmbH 

Schwerte; Deutschland 

Recombinant Human IL-8 (CXCL8) 200-08M 
PeproTech - Thermo Fisher Scientific GmbH 

Schwerte; Deutschland 

Recombinant Human Angiogenin - 265-AN/CF R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

IL-6 Monoclonal Antibody (6708) Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Reparixin L-lysine salt - 266359-93-7 R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

Angiogenin Monoclonal Antibody (26-2F),  Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

HIF-1α (D2U3T) Rabbit mAb 14179 Cell Signaling Technology, Inc.; Denver; USA 

HeLa Hypoxic / Normoxic Cell Lysate 

NBP2-36452 
Novus Biologicals; Centennial; USA 

Goat Anti-Rabbit Immunoglobulins 

HRP P0448 
Agilent Technologies, Inc.; Santa Clara; USA 

Tab. 4: Material (Zytokine und Inhibitoren) 

 

2.2. Nicht-biologisches Material 

2.2.1. Geräte 

Material Hersteller 

Accu Jet Pippetierhilfe  BRAND GmbH & Co. KG; Wertheim; Deutschland 

Autoklav - Systec DX 90 Systec GmbH; Linden; Deutschland 

Brutschrank - HERACELL 150 i CO2-Inkubator Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

ChemiDoc MP Imaging System Bio-Rad Laboratories GmbH; München; Deutschland 

Eismaschine - RF 0244 A Manitowoc Ice; Manitowoc; USA 

Eiswanne  neoLab Migge GmbH; Heidelberg; Deutschland 

Eppendorf® Multipette® Plus pipette Eppendorf AG; Hamburg; Deutschland 

Feinwaage (Kern 440; ABJ-N) Kern & Sohn GmbH; Balingen; Deutschland 

Gefrierschrank 
Liebherr-International Deutschland GmbH 

Biberach an der Riß; Deutschland 
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Hämocytometer (Neubauer, Tiefe 0,1 mm) LO Laboroptik; Friedrichsdorf; Deutschland 

Heizbad Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Heizblock Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Kleinschüttler KM 2 Edmund Bühler GmbH; Bodelshausen; Deutschland 

Kühlschrank - KUw1740 
Liebherr-International Deutschland GmbH 

Biberach an der Riß; Deutschland 

Magnetrührgerät VWR Standard 620 VWRInternational GmbH; Darmstadt; Deutschland 

Mikroskop Zeiss Axiovert 200 / 40 C Carl Zeiss AG; Oberkochen; Deutschland 

Mikroskop Kamera - Axiocam MRC Carl Zeiss AG; Oberkochen; Deutschland 

Multilabel Microplate Reader VICTOR™ X2 Perkin Elmer; Waltham; USA 

Pipetus Pippetierhilfe 
Hirschmann Laborgeräte GmbH & Co. KG 

Eberstadt; Deutschland 

RotilaboAlu.Rack 1,5 Carl Roth GmbH & Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Sicherheitswerkbank mit Abzug  

TA 1500 x 900 – 900 Laborsystem mc6 

Waldner Laboreinrichtungen GmbH & Co. KG 

Wangen; Deutschland 

Sterile Werkbank - Euroflow EFA5  Clean Air Techniek bv; Woerden; NL 

Sterile Werkbank - Herasafe KS 18 Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Taumelrollenmischer (RM5; RM 10 W) Labortechnik Fröbel GmbH; Lindau; Deutschland 

Trans-Blot Turbo Bio-Rad Laboratories GmbH; München; Deutschland 

Ultraschallprozessor UP50H Hielscher Ultrasonics GmbH; Teltow; Deutschland 

Vortexer (IKA MS3 basic (3000 U/min) IKA-Werke GmbH & Co. KG; Staufen; Deutschland 

Vortexer (Vortex mixer) VWR International GmbH; Darmstadt; Deutschland 

Werkbank Laborpumpe KNF Neuberger GmbH; Freiburg; Deutschland 

Zentrifuge Heraeus Megafuge 16 R Thermo Fisher Scientific GmbH; Dreieich; Deutschland 

Tab. 5: Material (Geräte) 

2.2.2. Zellpflege 

Material Hersteller 

6-, 12-, 24-, 96- Well-Platte 

(CELLSTAR® Tissue Culture Plates) 
Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 

Glasdeckplatte (1 mm) Bio-Rad Laboratories GmbH; München; Deutschland 

CELLSTAR® 15 ml Polypropylen Röhrchen Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 
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CELLSTAR® 50 ml Polypropylen Röhrchen Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 

Filter, Millex-GP, 0.2 μm, Polyethersulfon Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland 

Medizinische Einmalhandschuhe 

(MicroTouch® NitraTex®) 
Ansell GmbH; München; Deutschland 

Culture-Insert 2 Well in µ-Dish 35 mm IBIDI GMBH; Gräfeling; Deutschland 

Kontaminationsabfall MAUSER Corporate GmbH; Brühl; Deutschland 

Kryoröhrchen (Cryo.s™ Einfrierröhrchen 2 ml™) Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 

Messzylinder 100 ml  VWR®; Darmstadt; Deutschland 

Messzylinder 500 ml  VWR®; Darmstadt; Deutschland 

Multipettenspitze 5 ml, 10 ml, 25 ml, 50 ml 

Eppendorf Combitips advanced® 
Eppendorf AG; Hamburg; Deutschland 

Nitrocellulose Blotting-Membran 0,2 µm Peqlab Biotechnologie GmbH; Erlangen; Deutschland 

Objektträger 6,6 cm x 7,6 cm 
Engelbrecht Medizin- und Labortechnik GmbH 

Edermünde; Deutschland 

Fusselarme Papiertücher KIMTECH SCIENCE*  Kimberly-Clark Global Sales Inc.; Rosewell; USA 

Papiertücher (tapira plus Kosmetiktücher) 
GVS Großverbraucherspezialisten eG  

Heidenheim; Deutschland 

Parafilm „M“ Bemis Company Inc., Neenah; USA 

Pasteurpipetten, Glas (ISO 7712) BRAND GmbH + CO KG; Wertheim; Deutschland 

Petrischalen 100mm x 20mm Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 

Pipettenspitze mit Filter, 10/20 µl – 300 μl (Tip One) STARLAB GmbH; Hamburg; Deutschland 

Reaktionsgefäß (SafeLock Tubes™ 0,5 ml – 2 ml) Eppendorf AG; Hamburg; Deutschland 

Stripetten 5 ml – 50 ml (Corning® Costar® Shorty 

Stripette® Serological Pipets) 
Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland 

T175-, T75- Zellkulturflasche, CELLSTAR®  

Cell Culture Flasks 175 cm² red filter cap 
Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 

Einweg-Wiegeschalen  

(Diamond weighting boats, white, antistatic) 
Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Zellschaber (28 cm, steril, einzeln verpackt) Greiner Bio-One GmbH; Kremsmünster; Österreich 

Tab. 6: Material (Zellpflege) 

 

 



18 

2.2.3. Substanzen und Verbrauchsmaterialien 

Material Hersteller 

Acrylamide/Bis Solution 30 %  Bio-Rad Laboratories GmbH; Feldkirchen; Deutschland 

2-Propanol  Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Ammoniumpersulfat (APS) Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

AquaDest Fresenius SE & Co. KGaA; Bad Homburg; Deutschland 

Bovines Serumalbumin (BSA) Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Bromphenolblau Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Casting Frames Bio-Rad Laboratories GmbH; Feldkirchen; Deutschland 

Casting Stands Bio-Rad Laboratories GmbH; Feldkirchen; Deutschland 

CellTiter-Blue® Cell Viability Assay Promega™ Corporation; Madison; WI; USA 

Collagenase Type IV Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

cOmplete ™, Mini, EDTA-free Protease Inhibitor  Roche Diagnostica GmbH; Mannheim; Deutschland 

Desoxycholsäure Natriumsalz Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Dodecylnatriumsulfat (SDS) VWR International, LLC.; Radnore; PA; USA 

Dulbecco’s Modified Eagle Medium  Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline  Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Ethanol (Desinfektion) Millipore®; Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Fetales Rinderserum PAA Laboratories GmbH; Cölbe; Deutschland 

Fetales Rinderserum PAN-Biotech GmbH; Aidenbach; Deutschland 

Filterpapier 2,5 mm 
Invitrogen - Thermo Fisher Scientific GmbH 

Schwerte; Deutschland 

Glasplatten (0,75 mm) Bio-Rad Laboratories GmbH; Feldkirchen; Deutschland 

Glycerol Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Glycin Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Immobilon Forte Western HRP EMD Millipore Corporation; Bulington; MA; USA 

Mercaptoethanol Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Methanol  Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Milchpulver Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 
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Mini-PROTEAN® TGX™ Precast Gels Bio-Rad Laboratories GmbH; München; Deutschland 

Natriumchlorid Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Nitrocellulose-Membran (0,2 µm) VWR International, LLC.; Radnore; PA; USA 

Non-Essential Amino Acid Solution (NEAA) Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Nonidet-P40 substitute  United States Biological; Salem; MA; USA 

Penicillin-Streptomycin (10.000 U/ml) PAN-Biotech GmbH; Aidenbach; Deutschland 

PhosSTOP™ Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Pierce™ BCA Protein Assay Kits Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Pierce™ ECL Western Blotting Substrate Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

Polyoxyethylen-20-sorbitanmonolaurat  

(Tween® 20) 
Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

PonceauS Thermo Fisher Scientific GmbH; Schwerte; Deutschland 

ROTI®Mark WESTERN PLUS Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Sodium deoxycholate Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

ß-Phosphoglycerophosphat Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Tetramethylethylendiamin (TEMED) Carl Roth GmbH + Co. KG; Karlsruhe; Deutschland 

Trizma® Base Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Trizma® Hydrochlorid -hydrochlorid Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Trypsin-EDTA-Lösung Sigma-Aldrich®, Merck KGaA; Darmstadt; Deutschland  

Tab. 7: Material (Substanzen und Verbrauchsmaterialien) 

2.2.4. Software und Sonstige 

Material Hersteller 

DuoSet® ELISA  

Human Osteoprotegerin/TNFRSF11B DY805 
R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

GraphPad Prism version 8.0.2 GraphPad Software, San Diego, California USA 

Image Lab 6.1 Bio-Rad Laboratories GmbH; München; Deutschland 

Quantikine®ELISA  

Human IL-8/CXCL8 Immunoassay D8000C 
R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

Quantikine®ELISA  

Human IL-8/CXCL8 Immunoassay D8000C 
R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

Quantikine®ELISA  

Human VEGF Immunoassay DVE00 
R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 
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Quantikine®ELISA  

Human Angiogenin Immunoassay DAN 00 
R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

Quantikine®ELISA  

Human Chitinase 3-like 1 Immunoassay DC3L10 
R&D Systems, Inc.; Minneapolis; USA 

VICTORTM X Software 4.0 PerkinElmer LAS; Rodgau; Deutschland 

Wound_healing_size_tool.ijm 
Suarez-Arnedo, A., Torres Figueroa, F., Clavijo, C., 

Arbeláez, P., Cruz, J. C., & Muñoz-Camargo, C.  

Tab. 8: Material (Software und Sonstiges) 

 

2.3. Zellkulturmethoden 

2.3.1. Gewinnung humaner Osteoblasten 

Die Isolation humaner OB erfolgte aus operativ gewonnenen Hüftköpfen aus Operationsmaterial 

der Klinik für Orthopädie und Unfallchirurgie des Universitätsklinikum Düsseldorf. Vorbereitend 

wurden 100 mg Kollagenase Typ IV mit einer Einwaage abgewogen, in 40 ml Wachstums-

medium gelöst und bei einer Porengröße von 0,2 µm steril filtriert. Die vorbereitete Lösung wurde 

in einem Wasserbad auf 37 °C temperiert. Unter sterilen Arbeitsbedingungen wurde aus den 

Hüftköpfen mithilfe eines scharfen Löffels die Spongiosa von der Kompakta und dem 

umliegenden Bindegewebe getrennt. Die groben Knochenfragmente wurden zunächst in einem 

50 ml Zentrifugenröhrchen mit Wachstumsmedium gewaschen. Anschließend wurde das 

Wachstumsmedium abgenommen, die Knochenfragmente in die vorgewärmte Kollagenase IV-

Lösung überführt und für 2,5 h bei 37 °C auf einem Taumel-Rollenmischer inkubiert. Die 

Kollagenase-Lösung wurde dann in ein frisches Zentrifugenröhrchen überführt und dieses für 

5 min bei 300 g zentrifugiert. Nach Abnahme des Überstands wurde mit Wachstumsmedium 

resuspendiert und nochmals für 5 min bei 300 g zentrifugiert. Das Zellpellet wurde mit 

Wachstumsmedium aufgenommen und in zwei Zellkulturflaschen T75 überführt. Nach 24 h 

wurde das Medium erstmals gewechselt. Die isolierten OB wurden nun bei 37 °C in 5 % CO2 in 

luftfeuchter Umgebung inkubiert. 

2.3.2. Auftauen von Zellen 

Wachstumsmedium wurde auf 37 °C vorgewärmt und in einem 10 ml Zentrifugenröhrchen 

bereitgestellt. Die kryokonservierten Zellen wurden im 37° C warmen Wasserbad aufgetaut, 

sofort mit dem angewärmten Wachstumsmedium resuspendiert und in das vorgelegte 

Zentrifugenröhrchen überführt, welches dann bei 300 g für 5 min zentrifugiert wurde. Nach 

Abnahme des Überstands wurde das Zellpellet entsprechend seiner makroskopischen Größe mit 
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1-5 ml Wachstumsmedium resuspendiert. Die Bestimmung der Zellzahl erfolgte mittels 

Neubauer-Zählkammer. In Abhängigkeit der Zellart wurde eine Mindestanzahl von Zellen pro 

cm2 in den Kulturgefäßen ausplattiert (Tab. 9). 

Zellart Angestrebte Zellzahl/cm2 

Humane Osteoblasten 5.000  

Endothelzellen (EA.hy 926) 3.500 

Tab. 9: Angestrebte Zellzahl/cm2 zum Zeitpunkt der Kultivierung 

2.3.3. Zellkulturpflege  

Die Kultivierung der Zellkulturen erfolgte in Kulturgefäßen mit geeigneten Wachstumsmedien 

bei 37 °C und 5 % CO2 (Tab. 10). Die Medienwechsel wurden in einem Intervall von 3 bis 4 

Tagen durchgeführt. Im Rahmen der Kultivierung erfolgte parallel zu den Medienwechseln eine 

mikroskopische Begutachtung der Zellkulturen, um mögliche Kontaminationen der Kulturen 

auszuschließen. 

Zellart Kulturgefäß Wachstumsmedium 

Humane Osteoblasten Kulturflasche T-175 
500 ml DMEM high Glucose 

+ 50 ml FCS + 50.000 U Pen/Strep 

Endothelzellen (EA.hy 926) Kulturschale 100 mm 
500 ml DMEM high Glucose  

+ 50 ml FCS + 50.000 U Pen/Strep + 5 ml NEAA 

Tab. 10: Kulturgefäße und Kulturmedien der kultivierten Zellen 

Fetal calf serum (FCS), Penicillin-Streptomycin (Pen/Strep), Non-essential amino acid solution (NEAA) 

2.3.4. Enzymatisches Passagieren von Endothelzellen und OB 

Vorbereitend wurde eine 1:10 Trypsin-EDTA-Lösung mit Phosphate-buffered saline (PBS) 

verdünnt angesetzt und auf 37 °C erwärmt. Von den kultivierten Zellen wurde zunächst das 

Medium abgenommen und die Zellen mit 10 ml PBS gewaschen. Nach Abnahme des PBS wurde 

entsprechend der Größe des Kulturgefäßes 3 bis 10 ml Trypsin-EDTA-Lösung zu der Kultur 

hinzugefügt und diese dann bei 37 °C für maximal 5 min inkubiert. Das Ablösen der Zellen wurde 

mikroskopisch überwacht. Durch Schütteln („Shaking-off“) der Kulturflaschen oder den Einsatz 

eines Zellschabers wurde sichergestellt, dass sich alle Zellen ablösen. Die enzymatische Reaktion 

des Trypsin wurde durch Zugabe der gleichen Menge Wachstums-medium gestoppt und die 

Zellsuspension bei 300 g für 5 min zentrifugiert. Nach Abnahme des Überstands wurde das 

Zellpellet entsprechend seiner Größe mit 1 bis 5 ml Wachstumsmedium resuspendiert. Es folgte 
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die Zellzählung mittels Neubauer-Zellkammer. Die Zellen wurden anschließend in neuen 

Zellkulturflaschen mit entsprechender Wachstumsfläche und Medium ausplattiert (Tab. 10) oder 

weiteren Versuchen zugeführt. 

2.3.5. Zellzählung mittels Neubauer-Zählkammer  

Die Zellzählung mittels Neubauer-Zählkammer ermöglicht die Bestimmung der Zellzahl einer 

Suspensionslösung. Mithilfe von Trypanblau können vitale Zellen gezählt werden. Dies beruht 

auf der unmittelbaren Färbung avitaler Zellen durch Trypanblau. Vitale Zellen werden durch den 

Farbstoff zunächst nicht angefärbt. Es wurden 10 µl der Zellsuspension mit 10 µl Trypanblau in 

einem Mikroreaktionsgefäß suspendiert. Diese Suspensionslösung wurde in eine Neubauer-

Zählkammer überführt. In dieser wurden mikroskopisch alle vier Quadranten mäanderförmig 

ausgezählt. Hierbei wurden jeweils die Zellen mitgezählt, die innerhalb eines Quadrats liegen 

sowie diejenigen, die den unteren oder den rechten Rand der Kammer schneiden. Aus der Anzahl 

der Zellen wurde nach untenstehender Rechnung die Zellzahl pro ml, die Gesamtzellzahl der 

Zellsuspensionslösung sowie der Anteil vitaler Zellen errechnet (Abb. 4). 

𝑍𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙/ 𝑚𝑙 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛𝑠𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔 =
𝑍𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙

4
⋅ 2 𝑉𝑒𝑟𝑑ü𝑛𝑛𝑢𝑛𝑔𝑠𝑓𝑎𝑘𝑡𝑜𝑟 ⋅ 104 𝐾𝑎𝑚𝑚𝑒𝑟𝑓𝑎𝑘𝑡𝑜𝑟  

𝐺𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡𝑧𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛𝑠𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔 =
𝑍𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙

𝑚𝑙
⋅ 𝑆𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛𝑠𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 

𝐴𝑛𝑡𝑒𝑖𝑙 𝑣𝑖𝑡𝑎𝑙𝑒𝑟 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑒𝑛 𝑖𝑛 𝑃𝑟𝑜𝑧𝑒𝑛𝑡 =
𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑣𝑖𝑡𝑎𝑙𝑒𝑟 (𝑢𝑛𝑔𝑒𝑓ä𝑟𝑏𝑡𝑒𝑟) 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑒𝑛

𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑎𝑙𝑙𝑒𝑟 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑒𝑛
⋅ 100% 

Abb. 4: Rechenformeln zur Zellzählung mittels Neubauer-Zählkammer 

2.3.6. Herstellung einer Verdünnungsreihe 

Zuerst wurde die Zellzahl der Suspensionslösung bestimmt. Für die Anlage einer 

Verdünnungsreihe mit einer definierten Zellzahl/ml wurde zunächst der dimensionslose 

Verdünnungsfaktor (VF) als Quotient aus Zellzahl/ml in der Suspensionslösung und der 

gewünschten Zellzahl/ml in der Ziellösung errechnet. Dann wurde das Gesamtvolumen der 

Ziellösung festgelegt. Der Anteil der Suspensionslösung an der Ziellösung wurde als Quotienten 

von Volumen der Ziellösung und Verdünnungsfaktor berechnet (Abb. 5). 
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 𝑉𝑒𝑟𝑑ü𝑛𝑛𝑢𝑛𝑔𝑠𝑓𝑎𝑘𝑡𝑜𝑟 𝑉𝐹 =
𝑉𝑜𝑟ℎ𝑎𝑛𝑑𝑒𝑛𝑒 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙/𝑚𝑙  𝑖𝑛 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛

𝐺𝑒𝑤ü𝑛𝑠𝑐ℎ𝑡𝑒 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑧𝑎ℎ𝑙/𝑚𝑙  𝑖𝑛 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑖𝑒𝑙𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔
 

 

 𝐴𝑛𝑡𝑒𝑖𝑙 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 𝑎𝑛 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑖𝑒𝑙𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔 =
𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑖𝑒𝑙𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔

𝑉𝐹
 

 

 𝐴𝑛𝑡𝑒𝑖𝑙 𝑣𝑜𝑛 𝑀𝑒𝑑𝑖𝑢𝑚 𝑎𝑛 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑖𝑒𝑙𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔 = 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑖𝑒𝑙𝑙ö𝑠𝑢𝑛𝑔 − 𝐴𝑛𝑡𝑒𝑖𝑙 𝑑𝑒𝑟 𝑍𝑒𝑙𝑙𝑠𝑢𝑠𝑝𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 

Abb. 5: Rechenformeln zur Anlage einer Verdünnungsreihe 

2.3.7. Kryokonservierung 

Vorbereitend wurden ein vorgekühlter, 2-Propanol-gefüllter Cryo-Container, passende Cryo-

Röhrchen, Einfrier-Medium bei 4 °C (FCS mit 10 % DMSO), Trypsin-EDTA im Verhältnis 1:10 

mit PBS bei 37 °C sowie normales Wachstumsmedium bereitgestellt. Analog zum Verfahren des 

enzymatischen Passagierens und der Zellzählung mittels Neubauer-Zählkammer wurde die 

Gesamtzellzahl einer Suspensionslösung bestimmt. Die Zellsuspension wurde in der Folge bei 

300 g für 5 min zentrifugiert und der Überstand abgesaugt. Das Zellpellet wurde zunächst mit 

1 ml Einfriermedium resuspendiert und dann mit zusätzlichem Einfriermedium auf die 

gewünschte Zellkonzentration/ml aufgefüllt. Es wurden standardisiert 1 ⋅ 106 oder 2 ⋅ 106 Zellen 

pro 1000 µl Einfriermedium aufgenommen, in ein Cryo-Röhrchen überführt und sofort in einem 

vorgekühlten Cryo-Container bei -80 °C eingefroren. Für eine längere Konservierung wurden die 

Zellen frühestens nach 24 h, spätestens aber nach 14 Tagen in flüssigen Stickstoff überführt und 

dort weiter gelagert.  

2.3.8. Differenzierungsmedium  

Zur Differenzierung der humanen OB wurden diese in einem osteogenen Differenzierungs-

medium (DIF) kultiviert. In der Vorbereitung wurde 500 ml Dulbecco's Modified Eagle Medium 

(DMEM) high Glucose + 50 ml FCS + 50.000 U Penicillin-Streptomycin (Pen/Strep) angesetzt. 

Separat wurden 100 mg L-Ascorbin-2-Phosphat in 5 ml Aqua dest. auf einer Schüttelplatte 

aufgelöst. Aus der resultierenden Lösung wurde auf das Volumen zurückgerechnet, das 50 µM 

(7,95 mg) L-Ascorbin-2-Phosphat enthält. Zudem wurde 10 g ß-Glycerophosphat abgewogen und 

in 20 ml Aqua dest. aufgelöst und mithilfe eines Rührkolbens vermengt. Das Gesamtvolumen der 

Lösung nach Lösung des ß-Glycerophosphats sowie das Volumen, welches 10 mMol (1,08 g) 

ß-Glycerophosphat enthält wurden bestimmt.   

Beide Lösungen wurden bei einer Porengröße von 0,2 µm steril filtriert und als Stocklösung für 

den Ansatz folgender Differenzierungsmedien bei 4 °C eingelagert. 500 nM (98 µg) 

Dexamethason wurde aus aliquotierten Einheiten aufgetaut und bereitgestellt. Dabei entsprachen 
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500 nM Dexamethason 100 µl der aliquotierten Lösung. Die einzelnen Reagenzien wurden 

gemäß Abb. 6 zusammengeführt.  

DMEM high Glucose (4,5 g/ml Glucose) 500 ml 

FCS 50 ml 

Pen/Strep 50.000 U (5 ml) 

Dexamethason MW 392,46 g/mol 500 nM (98 µg) 

L-Ascorbin-2-Phosphat MW 289,54 g/mol 50 µM (7,95 mg) 

ß-Glycerophosphat 10 mMol (1,08 g) 

Abb. 6: Zusammensetzung des osteogenen Differenzierungsmediums 

Dulbecco's Modified Eagle Medium (DMEM), Fetal calf serum (FCS), Penicillin-Streptomycin (Pen/Strep) 

 

2.4. Versuchsansätze 

2.4.1. Expression Angiogenese-relevanter Faktoren in Osteoblasten 

Gemäß der zugrundeliegenden Fragestellung, ob sich das Expressionsmuster von IL6, IL8, ANG, 

VEGF, CHI3L1 und HIF-1α in OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu nicht-osteoporotischen 

Kontrollgruppen unterscheidet, war das Ziel dieses Versuchsansatzes, die genannten Faktoren 

unter Wachstumsbedingungen sowie nach osteogener Differenzierung in OB T ≤ -2,5 und 

OB T ≥ -1 zu quantifizieren und zu vergleichen.  

Die OB wurden in 6-Wellplatten ausplattiert. Dabei wurden aus einer Spenderzellkultur 

mindestens zwei 6-Wellplatten bestückt. Es wurde ein Ansatz mit 105 OB pro Well in 3000 µl 

Wachstumsmedium gewählt. 24 h nachdem die Zellen ausplattiert wurden erfolgte der erste 

Mediumwechsel. Von den angesetzten Zellen in 6-Wellplatten wurde jeweils die Hälfte mit 

Wachstumsmedium und die andere Hälfte mit osteogenem Differenzierungsmedium weiter 

kultiviert. Nach dem ersten Mediumwechsel startete definitionsgemäß Tag 0. Von den OB in 

Wachstumsmedium wurde ohne weiteren Mediumwechsel nach 96 h der Überstand abgenommen 

und aliquotiert sowie die Proteine geerntet. Für die OB in Differenzierungsmedium erfolgte der 

Mediumwechsel an Tag 0, 3, 6, 9, 13 und 17. An Tag 21, 96 h nach dem letzten Mediumwechsel, 

wurde der Überstand abgenommen und die Proteine geerntet. Das Medium einer 6-Wellplatte mit 

identischen Zellen einer Spenderkultur wurde abgenommen, zu einem Pool zusammengeführt, 

auf 10 x 1000 µl aliquotiert und in der Folge bei -80 °C eingefroren. Der in den Wells verbliebene 

Rest des Mediums wurde abgesaugt und pro Well 1 ml Trypsin-EDTA (1:10) hinzugefügt. Nach 

3 min wurden die Wells mithilfe eines Zellschabers ausgeschabt und die enzymatische Reaktion 

durch Zugabe von 2 ml Wachstumsmedium gestoppt. Die Zellsuspensionslösungen identischer 

Wells wurden zu einem Pool zusammengeführt, mit 3 ml PBS ausgespült und dieses ebenfalls 
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dem Pool zugeführt. Die entstandene Zellsuspensionslösung wurde bei 400 g für 5 min 

abzentrifugiert. Nach Abnahme des Überstands wurde das Zellpellet mit 1 ml PBS resuspendiert, 

in ein 1,5 ml Mikroreaktionsgefäß überführt und abermals für 1 min bei 13ꞏ103 rpm (rounds per 

minute ) in einem Eppendorf Mini-Spin zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und das 

verbleibende Zellpellet mit Radioimmunoprecipitation-Assay-Puffer (RIPA-Puffer) bedeckt. Das 

zugeführte Volumen des Puffers betrug, je nach makroskopischer Größe des Zellpellets zwischen 

70 und 120 µl. Die Proteine wurden sofort bei -80 °C eingefroren. Die gewonnenen Proben aus 

Protein und Überstand dienten in der Folge der Bestimmung der Expression bzw. Sekretion von 

HIF-1α mittels Western-Blot, sowie IL6, IL8, ANG, VEGF und CHI3L1 mittels ELISA. Dabei 

wurde der Nachweis Angiogenese-relevanter Zytokine im Überstand der OB-Kulturen auf die 

Gesamtproteinmenge zugrunde liegenden Probe normiert. 

2.4.2. Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf Endothelzellen 

Mit diesem Versuchsansatz wurde der Effekt von OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu OB T ≥ -1 auf die 

Migrationskapazität und die Zellzahl von Endothelzellen (EA.hy 926) untersucht. Hierzu wurde 

zur Herstellung konditionierter Medien Kulturen von OB T ≤ -2,5 sowie OB T ≥ -1 mit 2 ⋅ 106 

Zellen in T-175 Kulturflaschen ausplattiert. Nach 24 h erfolgte der erste Mediumwechsel. Dieser 

Zeitpunkt war definitionsgemäß Tag 0. An Tag 4 wurde das gesamte Medium der Kulturen 

abgenommen, aliquotiert, bei -80 °C eingefroren und neues Wachstumsmedium hinzugegeben. 

Dieses wurde an Tag 8 abgenommen, aliquotiert und eingefroren. 

Der Einfluss dieser konditionierten Medien auf Endothelzellen wurde in Migrationsassays und 

CTB-Assays untersucht. In den CTB-Assays wurde die Cell Viability bestimmt um auf die 

Zellzahl zurückzuschließen. Pro Ansatz wurden je sechs 24-Wellplatten mit 104 Zellen EA.hy 926 

pro Well bestückt. Nach 24 h wurde die Ausgangszellzahl im CTB-Assay bestimmt und den 

Zellen der verbliebenen fünf 24-Wellplatten das konditionierte Medium der OB-Kulturen in 

Dreifachbestimmung sowie Kontrollen mit EA.hy-Wachstumsmedium mit je 400 µl pro Well  

hinzugefügt. Es folgte die tägliche Bestimmung der Zellzahl sowie ein Mediumwechsel mit 

identischem konditioniertem Medium an Tag 3 für die Zellen der verbliebenen drei 24-

Wellplatten.  
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2.4.3. Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf 

Endothelzellen 

Um zu untersuchen, welchen Einfluss differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf das 

Migrationsverhalten humaner Endothelzellen haben, wurde die Migrationskapazität von 

Endothelzellen (EA.hy 926) unter den in Tab. 11 aufgeführten Zytokinen und deren spezifischen 

Inhibitoren untersucht.  

Substanz Konzentrationen 

Angiogenin 
0,25 µg/ml 

0,5 µg/ml 

0,75 µg/ ml 

1 µg/ ml 
 

Anti-Angiogenin 
0,125 µg/ ml 

0,25 µg/ ml 

0,5 µg/ ml 

1 µg/ ml 
 

Interleukin 6 
25 Units 

50 Units 

75 Units 

100 Units 
 

Anti-Interleukin 6 
0,05 µg/ml 

0,1 µg/ ml 

0,15 µg/ml 

0,2 µg/ml 

 

 

Interleukin 8 
25 Units 

50 Units 

75 Units 

100 Units 
 

Reparixin 
10-9 M 

10-8 M 

10-7 M 

10-6 M 
 

Tab. 11: Konzentration der verwendeten Zytokine und Inhibitoren zur Evaluation der Migration von 

EA.hy 926 

2.4.4. Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf die 

OPG-Expression in Osteoblasten  

Aus den Ergebnissen der Versuchsreihe zur differentiellen Expression Angiogenese-relevanter 

Faktoren in OB T ≤ -2,5 resultierte die Frage, welchen Einfluss differentiell exprimierte Faktoren 

in OB T ≤ -2,5 auf die OPG-Expression humaner OB ausüben. 

Humane OB T ≤ -2,5, OB T ≥ -1, sowie OB ohne vorliegende DXA-Messung wurden mit 

20.000/Well auf einer 24-Wellplatte ausplattiert. Nach 24 h (Tag 1) erfolgte der erste 

Mediumwechsel mit Wachstumsmedium je 400 µl/Well. An Tag 4 wurden IL6, IL8 und ANG 

sowie deren spezifischen Inhibitoren Anti-IL6, Reparixin und Anti-ANG in aufsteigenden 

Konzentrationen sowie Kontrollen mit Wachstumsmedium mit je 400 µl/Well in 

Doppelbestimmung hinzugegeben. Die Kulturen wurden anschließend weitere vier Tage 

inkubiert. Die jeweilige Konzentration der Zytokine und Inhibitoren ist Tab.12 zu entnehmen. An 

Tag 8 wurde der Überstand identischer Wells zu einem Pool zusammengeführt und in zwei 

Einheiten je 350 µl aliquotiert und bei -80° C eingefroren. In der Folge wurde der restliche 
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Überstand abgenommen und die Zellen mit 500 µl PBS pro Well gewaschen. Daraufhin wurde 

umgehend die Zellzahl bestimmt, um ausschließen zu können, ob etwaig erhöhte OPG-

Expressionslevel durch eine erhöhte Zellzahl bedingt wären. Die Auswertung der basierte auf der 

prozentualen Veränderung in den behandelten Kulturen. Die jeweilige Kontrollgruppe diente für 

jede Spender*innenkultur als Referenzwert. 

Substanz Konzentrationen 

Angiogenin 
0,25 µg/ml 

0,5 µg/ml 

0,75 µg/ ml 

1 µg/ ml 
 

Anti-Angiogenin 
0,125 µg/ ml 

0,25 µg/ ml 

0,5 µg/ ml 

1 µg/ ml 

2 µg/ ml 

 

Interleukin 6 
25 Units 

50 Units 

75 Units 

100 Units 
 

Anti-Interleukin 6 
0,05 µg/ml 

0,1 µg/ ml 

0,15 µg/ml 

0,2 µg/ml 

0,3 µg/ml 

0,4 µg/ml 

Interleukin 8 
25 Units 

50 Units 

75 Units 

100 Units 
 

Reparixin 
10-7 M 

10-6 M 

10-5 M 

10-4 M 
 

Tab. 12: Konzentration der verwendeten Zytokine und Inhibitoren zur Evaluation der OPG-Expression 

 

2.5. Analyseverfahren 

2.5.1. Proteinisolierung, Konzentrationsbestimmung und Bestimmung der 

Gesamtproteinmenge 

Für die Proteinbestimmung wurde ein Bicinchoninic Acid (BCA)-Protein Assay Kit der Firma 

Pierce verwendet. Grundlage des Verfahrens ist die Reduktion von Kupferionen Cu2+ zu Cu1+ 

durch Proteine in alkalischem Medium. Die freien Kupferionen bilden mit BCA einen 

wasserlöslichen, im alkalischen Milieu stabilen Farbkomplex. Die Absorption bei 562 nm 

korreliert linear mit steigender Proteinkonzentration.  

Vorbereitend wurden die aufgetauten Proteinproben mittels eines Ultraschallgerät (UP50H 

Sonotrode MS1 von Welabo) mit 10 Impulsen sonifiziert. Die Proben wurden für die folgenden 

Arbeitsschritte durchgehend auf Eis gekühlt. Das BCA-Protein-Assay-Kit umfasst mehrere 

Standardproben A bis I (Tab.13). Diese wurden in Doppelbestimmung mit je 10 µl in die Reihen 

A und B einer 96-Wellplatte überführt. Für das weitere Vorgehen wurde ein BCA-Working 

reagent (WR) angesetzt. Hierzu wurde das Volumen des WR ermittelt. Das ermittelte Volumen 
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setzt sich aus 50 Teilen Reagent A und einem Teil Reagent B zusammen. Es wurde mindestens 

10 % mehr WR hergestellt als für den Versuch rechnerisch notwendig war.  

 (𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑃𝑟𝑜𝑏𝑒𝑛 + 𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑆𝑡𝑎𝑛𝑑𝑎𝑟𝑑𝑠) ⋅ 𝐴𝑛𝑧𝑎ℎ𝑙 𝑅𝑒𝑝𝑖𝑘𝑎𝑡𝑒 ⋅ 200 𝜇𝑙 ⋅ 1,1 = 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑊𝑅 

Von den sonifizierten Proben wurden je 4 µl in 20 µl PBS (Verdünnung 1:6) verdünnt und dann 

je 10 µl in Doppelbestimmung auf eine 96-Wellplatte pipettiert. Anschließend wurden den 

Standards und den Proben je 200 µl WR zugesetzt, die Platte für 30 Sekunden auf einer 

Schüttelplatte platziert, mit einer Folie abgedeckt und für 30 min bei 37 °C inkubiert. Nach der 

Inkubationszeit wurde die Absorption der Proben bei λ = 562 nm mithilfe eines Multilabel 

Microplate Reader VICTOR™ X2 bestimmt und mithilfe des Standards die Proteinkonzentration 

ermittelt. 

Probe Konzentration (µg/µl) BSA-Standard (µl) PBS (µl) 

A 2 300 0 

B 1,5 375 125 

C 1,0 325 325 

D 0,75 175 von B 175 

E 0,5 325 von C 325 

F 0,25 325 von E 325 

G 0,125 325 von F 325 

H 0,025 100 von G 400 

I 0 0 400 

Tab. 13: Standardproben des BCA-Protein Assay Kit 

Bovines Serumalbumin (BSA), Phosphate-buffered saline (PBS) 

2.5.2. Western-Blot zur Analyse der HIF-1α-Expression 

Die Proteinkonzentration wurde nach dem oben beschriebenem Verfahren bestimmt und für jede 

Probe ein Mikroreaktionsgefäß mit einer Proteinmenge von 10µg auf 10 µl vorbereitet. Vor 

Durchführung der Blots wurden die in Tab. 14 aufgeführten Lösungen vorbereitet, die Western-

Marker aufgetaut und ein Heizblock auf 95 °C vorgeheizt. Vorgefertigte Stain-free Gele 

(4 - 15 %) der Firma BIO-RAD wurden in die entsprechenden Rahmen eingesetzt, das Behältnis 

mit Laufpuffer (Tab. 14) gefüllt und die Kämme entfernt. Die zu bestimmenden Proben wurden 

mit 4 µl Lämmli-Puffer (Tab. 14) versetzt, für 2 min abzentrifugiert, für 5 min bei 95 °C erhitzt 

und in der Folge sofort auf Eis gestellt. Von diesen Proben wurden je 13 µl in die vorbereiteten 

Gelkammern pipettiert. Der PowerPac HC Power Supply wurde zunächst auf 100 V eingestellt, 

bis die Proteinproben das Sammelgel passiert hatten. In der Folge wurde der Lauf mit 130 V 

fortgeführt und bis auf 180 V erhöht. Während des Laufs wurden Schnitte einer Nitrocellulose-
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Membran vorbereitet. Nach Beendigung des Laufs, kurz bevor der Marker das Gel passierte, 

wurden die Gel-Rahmen aufgebrochen und die Gele zur Normalisierung der späteren Proben im 

ChemiDoc aktiviert. Die Proteine wurden aus dem Gel mithilfe von Blotting-Papier und einem 

BIO-RAD Turbo Blot auf die Nitrocellulose-Membran übertragen. Nach dem erfolgreichen 

Transfer wurde die Nitrozellulose-Membran mit 10 ml Blocking-Lösung (Tab. 14) in ein 50 ml 

Röhrchen überführt und auf einem Taumel-Rollenmischer für 60 min inkubiert. Nach Abnahme 

der Blocking-Lösung wurden die Membranen mit je 3 µl des Erstantikörpers HIF-1α (D2U3T) 

Rabbit mAB gelöst in 3000 µl (1:1000) Blocking Lösung über Nacht bei 4 °C auf einem Taumel-

Rollenmischer inkubiert.  

Am Folgetag wurde die Antikörperlösung abgenommen, die Membranen in drei Durchgängen 

mit jeweils 10 ml Tris-buffered saline with Tween®20 (TBS-T) für 5 min auf einem Taumel-

Rollenmischer im Dunklen gewaschen und in der Folge mit 4 µl des Zweitantikörpers Goat-Anti-

Rabbit mAB gelöst in 4000 µl (1:1000) TBS-T für 60 min auf einem Taumel-Rollenmischer im 

Dunklen inkubiert. Nach Abgießen des Zweitantikörpers folgte dreimalig das Waschen mit 

jeweils 10 ml TBS-T für 5 min auf einem Taumel-Rollenmischer im Dunklen. Die Membranen 

wurden in eine Schale überführt und vollständig mit Tris-buffered saline (TBS) bedeckt für 

30 min auf einer Schüttelplatte gelagert.  

Die Dokumentation erfolgte nach Zugabe des Entwicklers in ChemiDoc MP. Die Membranen 

wurden für weitere Aufnahmen bei 4 °C in TBS gelagert. Die Auswertung wurde mit der Software 

Image-Lab von BIO-RAD durchgeführt.   

Lösung  Zusammensetzung 

Blocking-Lösung  2,5 g BSA 50 ml TBS-T 

Blotting-Puffer 
60 ml Transferpuffer 25 x 

75 ml Methanol  
Ad 750 ml H2O 

Laufpuffer 
25 mM Tris, pH = 8,3 - 8,8 

192 mM Glycin 

0,1 % SDS 

Ad 1000 ml H2O 

Lämmli Puffer Tris-Glycine SDS Sample Buffer (5:1)  Betamercaptoethanol 

TBS 
7,7 mM Tris (pH = 7,5) 

150 mM NaCl 
Ad 1000 ml H2O 

TBS-T 
7,7 mM Tris (pH 7,5) 

150 mM NaCl 

1 ml Tween 20 

Ad 1000 ml H2O 

Transferpuffer 25 x 
18,2 g Tris-Base 

90 g Glycin 
ad 500 ml H2O 

Tab. 14: Zusammensetzung der im Western-Blot verwendeten Lösungen 

Bovines Serumalbumin (BSA), Tris-buffered saline (TBS), Tris-buffered saline with Tween®20 (TBS-T), 

Dodecylnatriumsulfat (SDS), Natriumchlorid (NaCl) 
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2.5.3. Migrationsassay 

Zur Bestimmung der Migrationskapazität humaner Endothelzellen (EA.hy 926) wurde ein 

Wundheilungs-Assay durchgeführt. Dafür wurden Silikoneinsätze der Firma Ibidi genutzt. Diese 

Einsätze bestehen aus zwei Kammern, die durch eine 500 µm breite Trennwand separiert sind. 

Bestückt man diese Kammern mit vitalen Zellen, so bilden sich, nachdem die Zellen adhärent 

geworden waren, zwei voneinander getrennte, konfluente Zellrasen aus. Nach Herausnahme der 

Silikoneinsätze erfolgte die fotomikroskopische Dokumentation der Migration der Zellen in den 

zellfreien Raum. Eine schematische Darstellung des Migrationsassays findet sich in Abb. 7.  

Zur Untersuchung der Migrationskapazität von Endothelzellen wurden die Ibidi-Silikoneinsätze 

in 12-Wellplatten eingesetzt. In die beiden Kammern der Einsätze wurden je 75 µl einer 

Zelllösung mit jeweils 20.000 Zellen EA.hy 926 gegeben und für 24 h inkubiert. Nach 

Herausnahme der Silikoneinsätze wurden die Wells mit 3000 µl der jeweiligen Medien gefüllt. 

Die mikroskopische Fotodokumentation der Zellmigration erfolgte an denselben definierten 

Positionen zu Stunde 0, 4, 8 und 10. Mithilfe des Bildbearbeitungsprogramms ImageJ und dem 

Wound_healing_size_tool.ijm (142), das eine automatische Flächenbestimmung des zellfreien 

Areals ermöglicht, wurden die Bilder der Fotodokumentation ausgewertet. Zielgröße der 

Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich zur 

Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Die Versuche wurden jeweils in 

Doppelbestimmung durchgeführt. 

 

 

Abb. 7: Prinzip des Wundheilungs-Assays 

Von links: 1. Konfluenter Zellrasen in den Kammern des Ibidi-Einsatzes. 2. Zellfreier Spalt nach Herausnahme des 

Ibidi-Einsatzes. 3. Migration der Endothelzellen in den zellfreien Spalt im Zeitverlauf. 
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2.5.4. ELISA zur Quantifizierung von Osteoprotegerin 

Die Quantifizierung der OPG-Expression humaner OB unter dem Einfluss von IL6, Anti-IL6, IL8 

und Reparixin sowie ANG und Anti-ANG, erfolgte durch einen DuoSet® ELISA für humanes 

Osteoprotegerin von Biotechne R&D Systems (DY805).  

Vorbereitend wurde der Capture Antibody, der Detection Antibody, der Standard und Normal 

goat serum (NGS) gemäß der Herstelleranleitung rekonstituiert, aliquotiert und bei -80 °C 

gelagert. Für die ELISA wurde je Ansatz 100 µl Capture Antibody in einer Working 

Concentration von 2 µg/ ml in PBS gelöst und über Nacht inkubiert. Waschpuffer wurde mit 

500 ml PBS und 250 µl Tween 20 angesetzt und mittels eines Rührkolbens vermengt. Reagent 

Diluent wurde mit 150 ml PBS und 1,5 g Bovines Serumalbumin (BSA) angesetzt und die 

Reagenzien mittels Rührkolben vermischt. Nach der Inkubationszeit mit dem Capture Antibody 

folgte das dreimalige Waschen mit je 300 µl/Well Waschpuffer. Den Wells wurde 300 µl Reagent 

Diluent hinzugegeben und für mindestens 60 min bei Raumtemperatur inkubiert. In dieser 

Inkubationszeit wurden die Proben aufgetaut, mittels eines Vortexers vermengt, um dem Faktor 

100 mit Reagent Diluent verdünnt und mit je 200 µl auf einer separaten 96-Wellplatte pro Well 

vorgelegt. Für den Standard wurde eine Verdünnungsreihe mit einer Bandbreite von 4000 pg/ml 

bis 0 pg/ml aufbereitet. Nach weiteren drei Waschgängen der ELISA Platte wurde diese mit den 

Proben und dem Standard mit je 100 µl pro Well bestückt und für 2 h bei Raumtemperatur 

inkubiert. In Folge der Inkubation wurden die Wells in drei Waschgängen gewaschen und der 

Detection Antibody in einer Working Concentration von 200 ng/ml in Reagent Diluent gelöst und 

2 % NGS mit 100 µl pro Well hinzugefügt und für 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. Es folgten 

drei weitere Waschgänge, die Zugabe von 100 µl Streptavidin-Horseradish Peroxidase 

(Streptavidin-HRP A) pro Well in einer Konzentration von 1:200 gelöst in Reagent Diluent und 

die Inkubation für 20 min bei Raumtemperatur. Die Substrate Solution wurde durch Vermengung 

gleicher Anteile Color Reagent A und B vorbereitet und nach drei Waschgängen den Wells mit 

100 µl/Well hinzugefügt. Nach 20 min Inkubationszeit im Dunkeln wurde die Stop Solution mit 

50 µl/Well hinzugegeben und die optische Dichte bei λ = 450 nm mithilfe des Multilabel 

Microplate Reader VICTOR™ X2 bestimmt. 

2.5.5. CellTiter-Blue Assay 

Zur Analyse der Zellzahl von EA.hy 926 und humanen OB unter dem Einfluss osteoporotischer 

OB sowie weiterer Angiogenese-relevanter Faktoren, wurde auf einen CellTiter-Blue (CTB) 

Assay der Firma Promega zurückgegriffen. Dieser kann zur Bestimmung der Cell Viability als 

Maß der Zellzahl verwendet werden. Zugrunde liegt die Reduktion des blauen Resazurin zu dem 
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violetten Farbstoff Resorufin durch vitale Zellen. Zur Durchführung des CTB-Assays wurde 

Wachstumsmedium mit CTB im Verhältnis 1:20 angesetzt und in 24-Well-Platten mit 500 µl pro 

Well auf die zu analysierenden Zellen gegeben. Zusätzlich wurde ein Blank mitgeführt. Die 

Inkubationszeit der Ansätze betrug 60 min bei 37 °C. Das mit CTB versetzte Medium wurde in 

Doppelbestimmung mit je 100 µl auf eine 96-Wellplatte überführt. Die Auswertung erfolgte 

durch Messung der optischen Dichte bei λ = 590 nm mithilfe eines Multilabel Microplate Reader 

VICTOR™ X2 

2.5.6. ELISA zur Quantifizierung von IL6, IL8, ANG, VEGF und CHI3L1  

Die Expression Angiogenese-relevanter Faktoren im Überstand der OB-Kulturen wurde durch 

Quantikine® Enzyme-Linked Immunosorbent Assay (ELISA) der Firma Biotechne R&D 

Systems quantifiziert. Die verwendeten ELISA basierten auf einem einheitlichen Prinzip, 

unterschieden sich jedoch in den eingesetzten Volumina der Reagenzien und Proben, in der 

Rekonstitution der Standardproben, den Inkubationszeiten sowie der Verdünnung der Proben. Die 

konkreten Unterschiede der durchgeführten ELISA sind Tab. 15 zu entnehmen. Grundsätzlich 

wurden die ELISAs nach Angaben des Herstellers durchgeführt.  

ELISA IL6 IL8 VEGF Angiogenin CHI3L1 

Nummer D6050 D8000C DVE00 DAN00 DC3L10 

Maximale 

Verdünnung 
1:4 1:3 1:1 1:3 1:1000 

Standard 

Rekonstitution 

Calibrator 

Diluent RD5T 

Calibrator 

Diluent RD5P 

Calibrator 

Diluent RD5K 

Calibrator 

Diluent RD5C 
AquaDest 

Assay Diluent 100 µl RD1W 100 µl RD1-85 50 µl RD1W 50 µl RD1W 100 µl RD1-34 

Standard/ Sample 100 µl 50 µl 200 µl 200 µl 50 µl 

Inkubationszeit 

Standard/ Sample 
2 h 2 h 2 h 1 h 2 h 

Zytokin Conjugat 200 µl 100 µl 200 µl 200 µl 200 µl 

Inkubationszeit  

Zytokin Conjugat 
2 h 1 h 2 h 1 h 2 h 

Inkubationszeit  

Substrate Solution 
20 min 30 min 20 min 20 min 30 min 

Tab. 15: Datenübersicht der verwendeten ELISA 

 

Zunächst wurde der Waschpuffer und der Calibrator Diluent vorbereitet. In der Folge wurde die 

Standardprobe rekonstituiert und eine Standard-Verdünnungsreihe angesetzt. Die Proben des 

Überstands wurden aufgetaut, gevortext und auf Eis gelagert. Im Falle einer Verdünnung wurden 
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die Proben auf einer separaten 96-Wellplatte mit Calibrator Diluent verdünnt. Auf die 

96-Wellplatte des ELISA wurde der Assay Diluent in die einzelnen Wells gegeben und die 

vorbereiteten Proben nach definierter Anordnung hinzugefügt. Es folgte eine Inkubation von 

1 - 2 h bei Raumtemperatur. Nach der Inkubationszeit wurden die Proben abgenommen und die 

einzelnen Wells mit je 300 µl Waschpuffer in drei bis vier Wiederholungen gewaschen. In der 

Folge wurde der restliche Überstand abgenommen und die jeweiligen Antikörper hinzugefügt. Es 

folgte eine Inkubation über 60 - 120 Minuten bei Raumtemperatur. Danach weitere Waschzyklen 

mit je 300 µl/Well Waschpuffer, die Zugabe der Substrate Solution mit 200 µl/Well und einer 

weiteren Inkubation von 20 - 30 min in Dunkelheit bei Raumtemperatur. Nach der Inkubation 

wurden 50 µl Stop Solution hinzugegeben. Die Auswertung der optischen Dichte bei λ = 450 nm 

erfolgte mithilfe eines Multilabel Microplate Reader VICTOR™ X2. 

2.6. Statistische Auswertung 

Die statistische Auswertung erfolgte unter der Verwendung von GraphPad Prism version 8.0.2 

für Windows in der Version vom 30. Januar 2019.2 Die verwendeten Daten wurden auf das 

Vorliegen einer Normalverteilung geprüft. Der Student´s t-Test, One-way ANOVA und 

Two-way ANOVA wurden zur Auswertung genutzt. Alle Ergebnisse mit einem p-Wert ≤ 0,05 

wurden als signifikant interpretiert und in den graphischen Darstellungen mit einem Stern 

gekennzeichnet. Die Darstellungen der Ergebnisse umfassen die Mittelwerte und 

Standardabweichungen der vorliegenden Daten.  

  

 

 

2 GraphPad Software, San Diego, California USA, www.graphpad.com”  

 

http://www.graphpad.com/
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3. Ergebnisse  

3.1. Expression Angiogenese-relevanter Faktoren in Osteoblasten 

Um zu prüfen, ob Osteoblasten (OB) von Patient*innen mit Osteoporose ein differentielles 

Expressionsmuster von IL6, IL8, ANG, VEGF, CHI3L1 und HIF-1α aufweisen, wurden diese 

Faktoren im Überstand von OB-Kulturen quantifiziert. Hierbei wurden native humane OB mit 

Wachstumsmedium (DMEM) sowie humane OB mit osteogenem Differenzierungsmedium (DIF) 

untersucht. Die Einteilung der zu vergleichenden Gruppen erfolgte anhand der DXA-Messung in 

OB osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5) und OB nicht-osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≥ -1) als Kontrollgruppe. 

 

3.1.1. VEGF-Expression in Osteoblasten 

0

50

100

150

200

P
ro

z
e

n
t 

(%
)

OB T  -1

OB T  -2,5

 

Abb. 8: VEGF-Expression in nativen Osteoblasten 

Native Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 8) und osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5, n = 7). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,2364. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf den Mittelwert 

der VEGF-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der VEGF-Expression 

zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Im Vergleich von OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5 zeigten OB T ≤ -2,5 eine tendenziell reduzierte, 

jedoch statistisch nicht signifikant veränderte Expression von VEGF (Abb. 8). 
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Abb. 9: VEGF-Expression in Osteoblasten nach osteogener Differenzierung 

Osteogen differenzierte Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 8) und osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 6). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,4130. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der VEGF-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der 

VEGF-Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Wurden die OB osteogen differenziert, konnte kein signifikanter Unterschied in der VEGF-

Expression zwischen OB T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 demonstriert werden (Abb. 9).  

 

3.1.2. CHI3L1-Expression in Osteoblasten 
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Abb. 10: CHI3L1-Expression in nativen Osteoblasten 

Native Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 8) und osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5, n = 8). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,1476. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf den Mittelwert 

der CHI3L1-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der CHI3L1-

Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Im Vergleich von OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5 zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der 

CHI3L1-Expression unter Inkubation mit DMEM (Abb. 10). 
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Abb. 11: CHI3L1-Expression in Osteoblasten nach osteogener Differenzierung 

Osteogen differenzierte Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 7) und osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 7). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,3630. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der CHI3L1-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der 

CHI3L1-Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Wurden die OB osteogen differenziert, konnte kein signifikanter Unterschied in der CHI3L1-

Expression zwischen OB T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 demonstriert werden (Abb. 11). 

 

3.1.3. HIF-1α-Expression in Osteoblasten 
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Abb. 12: HIF-1α-Expression in nativen Osteoblasten 

Native Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 6) und osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5, n = 6). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,4035. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf den Mittelwert 

der HIF-1α-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der HIF-1α -

Expression OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Im Vergleich von OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5 zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der 

HIF-1α-Expression unter Inkubation mit DMEM (Abb. 12). 
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Abb. 13: HIF-1α-Expression in Osteoblasten nach osteogener Differenzierung 

Osteogen differenzierte Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 6) und osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 6). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,3999. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der HIF-1α-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der 

HIF-1α-Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Wurden die OB osteogen differenziert, zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der HIF-1α-

Expression zwischen OB T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 (Abb. 13). 

 

3.1.4. IL6-Expression in Osteoblasten  
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Abb. 14: IL6-Expression in nativen Osteoblasten 

Native Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 7) und Osteoblasten osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 6). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,0244. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der IL6-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich eine signifikant höhere IL6-Expression in 

OB T ≤ -2,5. 

 

IL6 wurde durch OB T ≤ -2,5 signifikant vermehrt exprimiert. OB T ≤ -2,5 zeigte eine im 

Mittelwert um 124,38 % (p = 0,0244) gesteigerte Expression von IL6 gegenüber OB T ≥ -1 

(Abb. 14). 
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Abb. 15: IL6-Expression in Osteoblasten nach osteogener Differenzierung 

Osteogen differenzierte Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 6) und osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 8). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,7099. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der IL6-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der IL6-

Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Wurden die OB osteogen differenziert, konnte hingegen kein signifikanter Unterschied in der 

IL6-Expression zwischen OB T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 demonstriert werden (Abb. 15).  

3.1.5. IL8-Expression in Osteoblasten 
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Abb. 16: IL8-Expression in nativen Osteoblasten 

Native Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 7) und osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5, n = 8). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,0129. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf den Mittelwert 

der IL8-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich eine signifikant verminderte IL8-Expression in 

OB T ≤ -2,5. 

 

IL8 wurde durch OB T ≤ -2,5 signifikant vermindert exprimiert. OB T ≤ -2,5 zeigte eine im 

Mittelwert um 44,39 % (p = 0,0129) reduzierte Expression von IL8 gegenüber OB T ≥ -1 

(Abb. 16). 
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Abb. 17: IL8-Expression in Osteoblasten nach osteogener Differenzierung 

Osteogen differenzierte Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 8) und osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 7). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,0939. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der IL8-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der IL8-

Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Wurden die Tage osteogen differenziert, konnte kein signifikanter Unterschied in der IL8-

Expression zwischen den T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 demonstriert werden (Abb. 17). 

3.1.6. ANG-Expression in Osteoblasten 
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Abb. 18: ANG-Expression in nativen Osteoblasten 

Native Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 8) und osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5, n = 7). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,0023. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf den Mittelwert 

der ANG-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich eine signifikant verminderte ANG-Expression in 

OB T ≤ -2,5. 

 

ANG wurde durch OB T ≤ -2,5 signifikant vermindert exprimiert. OB T ≤ -2,5 zeigte eine im 

Mittelwert um 34,63 % (p = 0,0023) reduzierte Expression von ANG gegenüber OB T ≥ -1 

(Abb. 18). 
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Abb. 19: ANG-Expression in Osteoblasten nach osteogener Differenzierung 

Osteogen differenzierte Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1, n = 8) und osteoporotischer 

Patient*innen (OB T ≤ -2,5, n = 6). Mittelwert + SD, t-Test, p = 0,4975. Eine Proteinexpression von 100 % ist auf 

den Mittelwert der ANG-Expression in OB T ≥ -1 normiert. Es zeigte sich kein signifikanter Unterschied in der 

ANG-Expression zwischen OB T ≥ -1 und OB T ≤ -2,5. 

 

Wurden die OB osteogen differenziert, konnte kein signifikanter Unterschied in der ANG-

Expression zwischen OB T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 demonstriert werden (Abb. 19). 

 

3.2. Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf Endothelzellen 

Um den Einfluss von Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5) auf die 

Proliferation und das Migrationsverhalten von Endothelzellen (EA.hy 926) zu analysieren, 

wurden Endothelzellen mit dem Überstand aus OB-Kulturen inkubiert. Konditioniertes Medium 

(KM) wurde aus OB-Kulturen osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5) und nicht-

osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1) generiert. Die Abnahme des KM aus den OB-

Kulturen OB T ≤ -2,5 und OB T ≥ -1 erfolgte nach vier Tagen (4 d) und nach acht Tagen (8 d) 

Inkubation. 
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3.2.1. Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf die Proliferation von Endothelzellen 
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Abb. 20: Einfluss von Osteoblasten auf die Zellzahl von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 4 d Inkubation von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1, n = 3, je 3 technische 

Replikate) und osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5, n = 3, je 3 technische Replikate). Mittelwert + SD, 

Two-way ANOVA. Dargestellte Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen KM T ≥ -1 und 

KM T ≤ -2,5 an den jeweiligen Tagen. Es zeigte sich ein tendenziell proliferationsfördernder Einfluss von 

Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen auf Endothelzellen. 

 

Unter Inkubation mit KM, das den OB-Kulturen nach 4 d entnommen wurde, konnte durch 

OB T ≤ -2,5 ein tendenziell proliferationsfördernder Effekt auf Endothelzellen beobachtet werden 

(Abb. 20). 
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Abb. 21: Einfluss von Osteoblasten auf die Zellzahl von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 8 d Inkubation von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1, n = 3, je 3 technische 

Replikate) und osteoporotischer Patient*innen nach (KM T ≤ -2,5, n = 3, je 3 technische Replikate). 

Mittelwert + SD, Two-way ANOVA. Dargestellte Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen 

KM T ≥ -1 und KM T ≤ -2,5 an den jeweiligen Tagen. Tag 5: p = 0,0006. Zu Tag 5 zeigte sich eine signifikant 

vermehrte Zellzahl der Endothelzellen unter dem Einfluss von Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen.  

 

Unter Inkubation mit KM, das den OB-Kulturen nach 8 d entnommen wurde, zeigte sich eine 

signifikante Steigerung der Endothelzellzahl durch OB T ≤ -2,5. An Tag 5 war die 

Endothelzellzahl unter dem Einfluss von KM T ≤ -2,5 hierbei um 13,49 % (p = 0,0006) erhöht 

(Abb. 21). 

Bei der Herstellung der KM ist zu beachten, dass die OB das vorhandene Nährstoffangebot der 

hergestellten Medien reduzieren könnten. Es war zu prüfen, ob die signifikante Steigerung der 

Zellzahl von Endothelzellen unter dem Einfluss von KM T ≤ -2,5 Folge eines erhöhten 

Nährstoffangebots sein könnte, da OB T ≤ -2,5 vermeintlich langsamer wachsen und so weniger 

Nährstoffe verbrauchen. Hierzu wurden die Versuchsansätze zu Abb. 20 und 21 wiederholt, 

wobei den KM T ≥ -1 und KM T ≤ -2,5 jeweils 2,5 % FCS zugegeben wurde (KM T ≥ -1 + FCS 

und KM T ≤ -2,5 + FCS). Dies sollte eine mögliche Verzerrung der gezeigten Ergebnisse durch 

den Nährstoffverbrauch der OB bei der Herstellung der konditionierten Medien ausschließen. 
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Abb. 22: Einfluss von Osteoblasten auf die Zellzahl von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 4 d Inkubation und Zugabe von 2,5 % FCS von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen 

(KM T ≥ -1 + FCS, n = 3, je 3 technische Replikate) und osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5 + FCS, n = 3, 

je 3 technische Replikate). Mittelwert + SD, Two-way ANOVA. Dargestellte Signifikanzen beziehen sich auf die 

Differenz zwischen KM T ≥ -1 + FCS zu KM T ≤ -2,5 + FCS an den jeweiligen Tagen. Es zeigte sich ein tendenziell 

proliferationsfördernder Einfluss von Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen auf Endothelzellen. 

 

Unter Inkubation mit KM + FCS, das den OB-Kulturen nach 4 d entnommen wurde, zeigten sich 

keine signifikanten Unterschiede bezüglich des Einflusses auf die Endothelzellzahl (Abb. 22). 
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Abb. 23: Einfluss von Osteoblasten auf die Zellzahl von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 8 d Inkubation und Zugabe von 2,5 % FCS von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen 

(KM T ≥ -1 + FCS, n = 3, je 3 technische Replikate) und osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5 + FCS, n = 3, 

je 3 technische Replikate). Mittelwert + SD, Two-way ANOVA. Dargestellte Signifikanzen beziehen sich auf die 

Differenz zwischen KM T ≥ -1 + FCS zu KM T ≤ -2,5 + FCS an den jeweiligen Tagen. Tag 5: p = 0,0009. Zu Tag 5 

zeigte sich eine signifikant vermehrte Zellzahl der Endothelzellen unter dem Einfluss von Osteoblasten 

osteoporotischer Patient*innen. 

 

Unter Inkubation mit KM + FCS, das den OB-Kulturen nach 8 d entnommen wurde, zeigte sich 

eine signifikante Steigerung der Endothelzellzahl durch OB T ≤ -2,5. An Tag 5 war die Zellzahl 

der Endothelzellen unter dem Einfluss von KM T ≤ -2,5 + FCS hierbei um 11,58 % (p = 0,0009) 

erhöht (Abb. 23). 
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In allen Versuchsansätzen zeigte sich ein tendenziell proliferationsfördernder Einfluss der OB 

von Patient*innen mit Osteoporose auf die Zellzahl von Endothelzellen. Eine signifikante 

Steigerung der Zellzahl der Endothelzellen konnte nach 5 Tagen unter dem Einfluss von 

OB T ≤ -2,5 nachgewiesen werden. Dieser Effekt zeigte sich auch weiterhin nach Zugabe von 

2,5 % FCS und wurde somit nicht durch einen vermeintlichen Nährstoffmangel verursacht. 

3.2.2. Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf die Migration von Endothelzellen 

Um den Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf das Migrationsverhalten von Endothelzellen (EA.hy 926) 

zu überprüfen, wurden Endothelzellen mit KM aus OB-Kulturen nicht-osteoporotischer 

Patient*innen (KM T ≥ -1) und osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5) in 

Migrationsassays untersucht.  
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Abb. 24: Einfluss von Osteoblasten auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 4 d Inkubation von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1, n = 3, je 2 technische 

Replikate mit 2 Messpunkten) und osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5, n = 3, je 2 technische Replikate 

mit 2 Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich 

zur Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwert + SD, Two-way ANOVA. Dargestellte 

Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen KM T ≥ -1 und KM T ≤ -2,5 zu den betrachteten 

Zeitpunkten. 10 h: p = 0,0024. Es zeigte sich ein signifikant migrationsfördernder Effekt von Osteoblasten 

osteoporotischer Patient*innen auf Endothelzellen. 

 

Unter Inkubation mit KM, das den OB-Kulturen nach 4 d entnommen wurde, zeigten OB T ≤ -2,5 

einen migrationsfördernden Effekt auf Endothelzellen. Nach 10 h war die Migration unter dem 

Einfluss von KM T ≤ -2,5  signifikant gesteigert (p = 0,0024) (Abb. 24, 25). 
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Gruppe 0 h  4 h  8 h  10 h  

KM T ≥ -1 

    

KM T ≤ -2,5 

    

Abb. 25: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von Osteoblasten auf die Migration 

von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 4 d Inkubation von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1) und osteoporotischer 

Patient*innen (KM T ≤ -2,5). Der dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein tendenziell 

migrationsfördernder Effekt von Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen auf Endothelzellen. 
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Abb. 26: Einfluss von Osteoblasten auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 8 d Inkubation von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1, n = 3, je 2 technische 

Replikate mit 2 Messpunkten) osteoporotischer Patient*innen (KM T ≤ -2,5, n = 3, je 2 technische Replikate 

mit  2 Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich 

zur Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwert + SD, Two-way ANOVA. Dargestellte 

Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen KM T ≥ -1 und KM T ≤ -2,5 zu den betrachteten 

Zeitpunkten. Es zeigte sich kein signifikanter Einfluss von Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen auf die 

Migration der Endothelzellen. 

 

KM, das den OB-Kulturen nach 8 d entnommen wurde, hatte keinen signifikanter Einfluss auf 

die Migration von Endothelzellen (Abb. 26, 27). 
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Gruppe 0 h  4 h  8 h  10 h  

KM T ≥ -1 

    

KM T ≤ -2,5 

    

Abb. 27: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von Osteoblasten auf die Migration 

von Endothelzellen (EA.hy 926) 

KM nach 8 d Inkubation von Osteoblasten nicht-osteoporotischer Patient*innen (KM T ≥ -1) osteoporotischer 

Patient*innen (KM T ≤ -2,5). Der dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich kein signifikanter Einfluss 

von Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen auf die Migration der Endothelzellen. 

 

 

3.3. Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf die 

Migration von Endothelzellen  

In der Versuchsreihe 3.1 wurde die Expression Angiogenese-relevanter Faktoren in OB 

osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5) und OB nicht-osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≥ -1) untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass IL6 in nativen OB T ≤ -2,5 signifikant 

stärker exprimiert wurde. Die Expression von IL8 und ANG durch native OB T ≤ -2,5 war 

hingegen signifikant vermindert. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass konditioniertes 

Medium von OB T ≤ -2,5 einen proliferations- und migrationsfördernden Effekt auf humane 

Endothelzellen ausübte. Um den Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf Endothelzellen detaillierter zu 

explorieren, wurde in der folgenden Versuchsreihe untersucht, welchen Einfluss die einzelnen 

differentiell exprimierten Faktoren IL6, IL8 und ANG sowie deren spezifischen Inhibitoren 

Anti-IL6, Reparixin und Anti-IL8 auf die Migration von Endothelzellen nehmen. Die jeweiligen 

Migrationsassays vergleichen die Migration der Endothelzellen unter Zugabe von IL6, IL8, ANG, 

Anti-IL6, Reparixin und Anti-ANG nach 4, 8 und 10 h. 
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3.3.1. Einfluss von IL6 auf die Migration von Endothelzellen 
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Abb. 28: Einfluss von IL6 auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Endothelzellen wurden mit IL6 inkubiert und in Migrationsassays analysiert (IL6 (50 U), n = 4 technische Replikate 

mit je 2 Messpunkten). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM, n = 4 technische Replikate mit je 2 

Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich zur 

Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwerte + SD, Two-way ANOVA. Die dargestellten 

Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen DMEM und IL6 zu den betrachteten Zeitpunkten. 

10 h: p = 0,0192. Es zeigte sich ein signifikant inhibierender Effekt von IL6 auf die Migration der Endothelzellen. 

  

IL6 (50 U) inhibierte nach 10 h (p = 0,0192) das Migrationspotential humaner Endothelzellen 

signifikant (Abb. 28, 29). 

 

Gruppe 0 h  4 h  8 h  10 h  

DMEM 

    

IL6 (50 U)  

    

Abb. 29: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von IL6 auf die Migration von 

Endothelzellen (EA.hy 926) 

Migrationsassay unter Inkubation mit IL6 (IL6 (50 U)), Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM). Der 

dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein inhibitorischer Effekt von IL6 auf die Migration der 

Endothelzellen.  
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3.3.2. Einfluss von Anti-IL6 auf die Migration von Endothelzellen 
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Abb. 30: Einfluss von Anti-IL6 auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Endothelzellen wurden mit Anti-IL6 inkubiert und in Migrationsassays analysiert (Anti-IL6 (0,1 µg/ml), n = 4 

technische Replikate mit je 2 Messpunkten). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM, n = 4 technische 

Replikate mit je 2 Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im 

Vergleich zur Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwerte + SD, Two-way ANOVA. Die 

dargestellten Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen DMEM und Anti-IL6 zu den betrachteten 

Zeitpunkten. Es zeigte sich ein tendenziell migrationsfördernder Effekt von Anti-IL6 auf Endothelzellen,  

 

Der Einfluss von IL6 auf die Migration der Endothelzellen wurde evaluiert, indem IL6 durch 

Anti-IL6 (0,1 µg/ml) inhibiert wurde. Die IL6-Inhibition konnte die Migration der Endothelzellen 

tendenziell erhöhen (Abb. 30, 31). 
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Abb. 31: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von Anti-IL6 auf die Migration von 

Endothelzellen (EA.hy 926) 

Migrationsassay unter Inkubation mit Anti-IL6 (Anti-IL6 (0,1 µg/ml)). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium 

(DMEM). Der dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein tendenziell migrationsfördernder Effekt von 

Anti-IL6 auf Endothelzellen, 
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3.3.3. Einfluss von IL8 auf die Migration von Endothelzellen 
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Abb. 32: Einfluss von IL8 auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Endothelzellen wurden mit IL8 inkubiert und in Migrationsassays analysiert (IL8 (100 U), n = 4 technische 

Replikate mit je 2 Messpunkten)). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM, n = 4 technische Replikate mit 

je 2 Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich zur 

Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwerte + SD, Two-way ANOVA. Die dargestellten 

Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen DMEM und IL8 zu den betrachteten Zeitpunkten. 

8 h: p = 0,0036, 10 h: p < 0,0001. Es zeigte sich ein signifikant inhibierender Effekt von IL8 auf die Migration von 

Endothelzellen.  

 

IL8 inhibierte nach 8 h (p = 0,0036) sowie nach 10 h (p < 0,0001) das Migrationspotential 

humaner Endothelzellen signifikant (Abb. 32, 33). 
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Abb. 33: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von IL8 auf die Migration von 

Endothelzellen (EA.hy 926) 

Migrationsassays unter Inkubation mit IL8 (IL8 (100 U)). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM), Der 

dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein signifikant inhibierender Effekt von IL8 auf die Migration 

von Endothelzellen. 
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3.3.4. Einfluss von Reparixin auf die Migration von Endothelzellen 
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Abb. 34: Einfluss von Reparixin auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Endothelzellen wurden mit Reparixin inkubiert und in Migrationsassays analysiert (Reparixin (10-6 M), n = 4 

technische Replikate mit je 2 Messpunkten). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM, n = 4 technische 

Replikate mit je 2 Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im 

Vergleich zur Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwerte + SD, Two-way ANOVA. Die 

dargestellten Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen DMEM und Reparixin zu den betrachteten 

Zeitpunkten. 10 h: p = 0,0371. Es zeigte sich ein signifikant steigernder Effekt von Reparixin auf die Migration von 

Endothelzellen.  

 

Der Einfluss von IL8 auf die Migration der Endothelzellen wurde evaluiert, indem IL8 durch 

Reparixin (10-6 M) inhibiert wurde. Die IL8-Inhibition führte nach 10 h zu einer signifikanten 

Steigerung (p = 0,0371) der Endothelzellmigration (Abb. 34, 35). 
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Abb. 35: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von Reparixin auf die Migration von 

Endothelzellen (EA.hy 926) 

Migrationsassays unter Inkubation mit Reparixin (Reparixin (10-6 M)). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium 

(DMEM). Der dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein signifikant steigernder Effekt von Reparixin 

auf die Migration von Endothelzellen.  
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3.3.5. Einfluss von ANG auf die Migration von Endothelzellen 
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Abb. 36: Einfluss von ANG auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Endothelzellen wurden mit ANG inkubiert und in Migrationsassays analysiert (ANG (0,5 µg/ml), n = 4 technische 

Replikate mit je 2 Messpunkten). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM, n = 4 technische Replikate mit 

je 2 Messpunkten). Zielgröße der Auswertung war der prozentuale Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich zur 

Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen bedeckt wurde. Mittelwerte + SD, Two-way ANOVA. Die dargestellten 

Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen DMEM und ANG zu den betrachteten Zeitpunkten. 

10 h: p = 0,0378. Es zeigte sich ein signifikant steigernder Effekt von ANG auf die Migration der Endothelzellen.  

 

ANG (0,5 µl/ml) führte nach 10 h (p = 0,0192) zu einer signifikanten Steigerung der Migration 

von Endothelzellen (Abb. 36, 37). 
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Abb. 37: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von ANG auf die Migration von 

Endothelzellen (EA.hy 926) 

Migrationsassays unter Inkubation mit ANG (ANG (0,5 µg/ml)). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM). 

Der dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein signifikant steigernder Effekt von ANG auf die Migration 

der Endothelzellen.  
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3.3.6. Einfluss von Anti-ANG auf die Migration von Endothelzellen 
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Abb. 38: Einfluss von Anti-ANG auf die Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Endothelzellen wurden mit Anti-ANG inkubiert und in Migrationsassays analysiert (Anti-ANG (1 µg/ml), n = 4 

technische Replikate mit je 2 Messpunkten). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium (DMEM, n = 4 technische 

Replikate mit je 2 Messpunkten). Mittelwerte + SD,  Two-way ANOVA. Die dargestellten Signifikanzen beziehen 

sich auf die Differenz zwischen DMEM und Anti-ANG zu den betrachteten Zeitpunkten. Es zeigte sich ein 

tendenziell inhibierender Effekt von Anti-ANG auf die Migration der Endothelzellen.  

 

Der Einfluss von ANG auf die Migration der Endothelzellen wurde evaluiert, indem ANG  durch 

Anti-ANG (1 µg/ml) inhibiert wurde. Die ANG-Inhibition führte nach 10 h zu einer tendenziellen 

Reduktion der Migrationskapazität (Abb. 38, 39). 
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Abb. 39: Exemplarische fotomikroskopische Darstellung des Einflusses von Anti-ANG auf die Migration von 

Endothelzellen (EA.hy 926) 

Migrationsassays unter Inkubation mit Anti-ANG (Anti-ANG (1 µg/ml)). Kontrollgruppe mit Wachstumsmedium 

(DMEM). Der dargestellte Maßstab beträgt 200 µm. Es zeigte sich ein tendenziell inhibierender Effekt von Anti-

ANG auf die Migration der Endothelzellen. 
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3.4. Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf die 

OPG-Expression in Osteoblasten  

In der Versuchsreihe 3.1 wurde die Expression Angiogenese-relevanter Faktoren in OB 

osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5) und nicht osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≥ -1) untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass IL6 durch native  OB T ≤ -2,5 signifikant 

stärker exprimiert wurde. IL8 und ANG wurden durch native OB T ≤ -2,5 hingegen signifikant 

vermindert exprimiert. Da eine verminderte OPG-Expression am Pathomechanismus der 

Osteoporose beteiligt ist, sollte analysiert werden, ob das differentielle Expressionsmuster 

Angiogenese-relevanter Faktoren die OPG-Expression in humanen OB beeinflusst.  

In der folgenden Versuchsreihe wurde untersucht, welchen Einfluss IL6, IL8 und ANG sowie 

deren spezifischen Inhibitoren Anti-IL6, Reparixin und Anti-IL8 auf die OPG-Expression von 

OB nehmen. Darüber hinaus wurde der Einfluss der Proteine auf die Zellzahl der OB mittels 

CTB-Assay untersucht, um auszuschließen, dass etwaig Veränderungen der OPG-

Expressionslevel durch eine relevante Veränderung der Gesamtzellzahl bedingt wären.  

Jede zugeführte Spender*innenkultur wurde in drei Teilversuche unterteilt. Eine Kultur wurde 

unter dem Einfluss der zu untersuchenden Proteine, eine weitere unter dem Einfluss des 

spezifischen Inhibitors und eine dritte Kultur als Kontrollgruppe unter Wachstumsmedium 

analysiert. Die Auswertung basierte auf der prozentualen Veränderung in den behandelten 

Kulturen, wobei die jeweilige Kontrollgruppe für jede Spender*innenkultur als Referenzwert 

diente.  
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3.4.1. Einfluss von IL6 und Anti-IL6 auf die OPG-Expression in OB 
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Abb. 40: Einfluss von IL6 und Anti-IL6 auf die OPG-Expression humaner Osteoblasten  

Native Osteoblasten wurden mit IL6 (IL6 (50 U), n = 7), Anti-IL6 (Anti-IL6 (0,1 µg/ml), n = 7) und Wachstums-

medium (DMEM, n = 7) inkubiert und die OPG-Expression analysiert. Mittelwert + SD, t-Test. Eine OPG-

Expression von 100 % ist auf die jeweilige OPG-Expression in der Kontrollgruppe DMEM normiert. Dargestellte 

Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen IL6 und Anti-IL6 zur Kontrollgruppe DMEM. DMEM vs. 

IL6: p = 0,9961, DMEM vs. Anti-IL6: p = 0,0084, IL6 vs. Anti-IL6: p = 0,0327. Es zeigte sich eine signifikant 

verminderte OPG-Expression unter dem Einfluss von Anti-IL6. 

 

 

Wurde IL6 inhibiert, erniedrigte sich die OPG-Expression in OB signifikant. So zeigte sich unter 

Inkubation mit Anti-IL6 (0,1 µg/ml) eine um 19,27 % verminderte OPG-Expression gegenüber 

der unbehandelten Kontrollgruppe (p = 0,0084). Gegenüber den OB unter Inkubation mit IL6 

(50 U), wurde die OPG-Expression um 19,25 % vermindert (p =  0,0327) Die Zugabe von IL6 

hatte hingegen keinen signifikanten Effekt auf die OPG-Expression in OB (Abb. 40). 
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Abb. 41: Einfluss von IL6 und Anti-IL6 auf die Zellzahl humaner Osteoblasten 

Native Osteoblasten wurden mit IL6 (IL6 (50 U), n = 7), Anti-IL6 (Anti-IL6 (0,1 µg/ml), n = 7) und Wachstums-

medium (DMEM, n = 7) inkubiert und die Zellzahl der OB analysiert. Mittelwert + SD, t-Test. Eine Zellzahl von 

100 % ist auf die jeweilige Zellzahl in der Kontrollgruppe DMEM normiert. Dargestellte Signifikanzen beziehen 

sich auf die Differenz zwischen IL6 und Anti-IL6 zur Kontrollgruppe DMEM. DMEM vs. IL6: p = 0,0070, DMEM 

vs. Anti-IL6: p = 0,4769, IL6 vs. Anti-IL6: p = 0,4315. Es zeigte sich eine signifikant erhöhte Zellzahl unter dem 

Einfluss von IL6. 

 

 

Die Inhibition von IL6 hatte keinen Effekt auf die Zellzahl der OB. Der Einfluss von 

Anti-IL6 (0,1 µg/ml) auf die Zellzahl der OB war sowohl gegenüber der Kontrollgruppe DMEM 

(p = 0,4769) als auch gegenüber der Gruppe unter IL6 (50 U) nicht signifikant (p = 0,4315) 

(Abb. 41). So konnte demonstriert werden, dass die Inhibition der OPG-Expression durch Zugabe 

von Anti-IL6 (Abb. 40) nicht aus einer Verminderung der OB resultiert. 
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3.4.2. Einfluss von IL8 und Reparixin auf die OPG-Expression in OB 
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Abb. 42: Einfluss von IL8 und Reparixin auf die OPG-Expression humaner Osteoblasten  

Native Osteoblasten wurden mit IL8 (IL8 (100 U), n = 7), Reparixin (Reparixin (10-6 M), n = 7) und Wachstums-

medium (DMEM, n = 7) inkubiert und die OPG-Expression analysiert. Mittelwert + SD, t-Test. Eine 

Proteinexpression von 100 % ist auf die jeweilige OPG-Expression in der Kontrollgruppe DMEM normiert. 

Dargestellte Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen IL8 und Reparixin zur Kontrollgruppe DMEM. 

DMEM vs. IL8: p = 0,3567, DMEM vs. Reparixin: p = 0,0090, IL8 vs. Reparixin: p = 0,3842. Es zeigte sich eine 

signifikant verminderte OPG-Expression unter dem Einfluss von Reparixin.  

 

 

Wurde IL8 durch Reparixin inhibiert, erniedrigte sich die OPG-Expression in OB signifikant. So 

zeigte sich unter Inkubation mit Reparixin (10-6 M) eine um 21,01 % verminderte OPG-

Expression gegenüber der Kontrollgruppe DMEM (p = 0,0090) (Abb. 42). 
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Abb. 43: Einfluss von IL8 und Reparixin auf die Zellzahl humaner Osteoblasten 

Native Osteoblasten wurden mit IL8 (IL8 (100 U), n = 7), Reparixin (Reparixin (10-6 M), n = 7) und Wachstums-

medium (DMEM, n = 7) inkubiert und die Zellzahl der OB analysiert. Mittelwert + SD, t-Test. Eine Zellzahl von 

100 % ist auf die jeweilige Zellzahl in der Kontrollgruppe DMEM normiert. Dargestellte Signifikanzen beziehen 

sich auf die Differenz zwischen IL8 und Reparixin zur Kontrollgruppe DMEM. DMEM vs. IL8: p = 0,4193, DMEM 

vs. Reparixin: p = 0,7558, IL8 vs. Reparixin: p = 0,4017. Es zeigte sich kein signifikanter Effekt von IL8 und 

Reparixin auf die Zellzahl. 

 

 

Die Inhibition von IL8 hatte keinen Effekt auf die Zellzahl der OB. Der Einfluss von 

Reparixin (10-6 M) auf die Zellzahl war sowohl gegenüber der Kontrollgruppe DMEM 

(p = 0,7558) als auch gegenüber der Gruppe unter Inkubation mit IL8 (50 U) nicht signifikant 

(p = 0,4017) (Abb. 43). So konnte demonstriert werden, dass die Inhibition der OPG-Expression 

durch Zugabe von Reparixin (Abb. 42) nicht aus einer Verminderung der OB resultiert. 
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3.4.3. Einfluss von ANG und Anti-ANG auf die OPG-Expression in OB 
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Abb. 44: Einfluss von ANG und Anti-ANG auf die OPG-Expression humaner Osteoblasten  

Native Osteoblasten wurden mit ANG (ANG (0,5 µg/ml), n = 7), Anti-ANG (Anti-ANG (1 µg/ml), n = 7) und 

Wachstumsmedium (DMEM, n = 7) inkubiert und die OPG-Expression analysiert. Mittelwert + SD, t-Test. Eine 

Proteinexpression von 100 % ist auf die jeweilige OPG-Expression in der Kontrollgruppe DMEM normiert. 

Dargestellte Signifikanzen beziehen sich auf die Differenz zwischen ANG und Anti-ANG zur Kontrollgruppe 

DMEM. DMEM vs. ANG: p < 0,0001, DMEM vs. Anti-ANG: p = 0,5711, ANG vs. Anti-ANG: p = 0,0053. Es 

zeigte sich eine signifikant verminderte OPG-Expression unter dem Einfluss von ANG. 

 

 

Angiogenin inhibierte die OPG-Expression in OB signifikant. So zeigte sich unter Inkubation mit 

ANG (0,5 µg/ml) eine um 18,17 % verminderte OPG-Expression gegenüber der Kontrollgruppe 

DMEM (p < 0.0001) sowie eine um 20,76 % verminderte OPG-Expression gegenüber OB, die  

unter Anti-ANG (1 µg/ml) inkubiert wurden (p = 0,0053) (Abb. 44). 
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Abb. 45: Einfluss von ANG und Anti-ANG auf die Zellzahl humaner Osteoblasten 

Native Osteoblasten wurden mit ANG (ANG (0,5 µg/ml), n = 7), Anti-ANG (Anti-ANG (1 µg/ml), n = 7) und 

Wachstumsmedium (DMEM, n = 7) inkubiert und die Zellzahl der OB analysiert. Mittelwert + SD, t-Test. Eine 

Zellzahl von 100 % ist auf die jeweilige Zellzahl in der Kontrollgruppe DMEM normiert. Dargestellte Signifikanzen 

beziehen sich auf die Differenz zwischen ANG und Anti-ANG zur Kontrollgruppe DMEM. 

DMEM vs. ANG: p = 0,0748, DMEM vs. Anti-ANG: p = 0,5267, ANG vs. Anti-ANG: p = 0,6309. Es zeigte sich kein 

signifikanter Effekt von ANG und Anti-ANG auf die Zellzahl. 

 

 

Die Zugabe von ANG hatte keinen signifikanten Effekt auf die Zellzahl der OB (Abb. 45). So 

konnte demonstriert werden, dass die Inhibition der OPG-Expression durch zugefügtes ANG 

(Abb. 44) nicht aus einer Verminderung der OB resultiert.  
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4. Diskussion 

In vorliegender Arbeit konnte demonstriert werden, dass OB osteoporotischer Patient*innen 

(OB T ≤ -2,5) im Vergleich zu OB nicht-osteoporotischer Patient*innen (OB T ≥ -1) IL6, IL8 und 

ANG differentiell exprimierten. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass OB T ≤ -2,5 einen 

proliferations- und migrationsfördernden Effekt auf humane Endothelzellen ausübten. Dies wurde 

über die Anwendung konditionierter Zellkulturmedien aus OB-Kulturen evaluiert. Darüber 

hinaus konnte nachgewiesen werden, dass differentiell exprimierte Faktoren das 

Migrationsverhalten humaner Endothelzellen modifizierten und zudem einen Einfluss auf die 

OPG-Expression in humanen OB hatten. Die vorliegenden Ergebnisse werden im Folgenden 

anhand der zugrunde liegenden Fragestellungen einzeln diskutiert.  

4.1.  Expression Angiogenese-relevanter Faktoren in Osteoblasten 

Zugrunde lag die Fragestellung, ob sich das Expressionsmuster von IL6, IL8, ANG, VEGF, 

CHI3L1 und HIF-1α in OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu einer nicht-osteoporotischen Kontrollgruppe 

unterscheidet. Es konnte gezeigt werden, dass OB T ≤ -2,5 unter Inkubation mit 

Wachstumsmedium signifikant mehr IL6 exprimierten, während die Expression von IL8 und 

ANG signifikant vermindert war. Wurden die OB hingegen osteogen differenziert, zeigten sich 

keine signifikanten Unterschiede in der Expression dieser Proteine. 

IL6-Expression durch OB T ≤ -2,5 

In der vorliegenden Arbeit konnte eine signifikant erhöhte Expression von IL6 in OB T ≤ -2,5 

nachgewiesen werden. Wie bereits in anderen Arbeiten gezeigt wurde, nimmt IL6 als 

proinflammatorisches Zytokin, insbesondere im Hinblick auf das Krankheitsbild der Osteoporose 

bei postmenopausalen Patientinnen, einen maßgeblichen Einfluss auf den Knochenmetabolismus 

(100). Genetische Polymorphismen, die die Aktivität der IL6-Promoter-Region mindern und 

somit die IL6-Expression verringern, sind in Metaanalysen von Fjar et al. und Moffett et al. mit 

einem verminderten Risiko für Osteoporose und einer höheren BMD assoziiert (146, 147). IL6 

eignet sich zudem als Prädiktor für den postmenopausalen Knochenverlust (152). In einer 

populationsbasierten, longitudinalen Studie konnte demonstriert werden, dass IL6 im Serum 

postmenopausaler Patientinnen als prädiktiver Wert für den folgenden Knochenverlust, 

insbesondere in der ersten postmenopausalen Dekade, herangezogen werden kann (152). 

IL6 gilt dabei als Resorptions-förderndes Zytokin (101), jedoch unterscheiden sich die komplexen 

Effekte von IL6 auf das bone remodeling je nach Modell und experimentellen Bedingungen 

erheblich (154). IL6 führte in mehreren Studien zu einer verstärkten Aktivierung von OC und 
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begünstigte so Resorptionsprozesse im Knochenmetabolismus (101, 102, 153). Gleichzeitig 

scheint IL6 eine zentrale Bedeutung in Prozessen der Frakturheilung zuzukommen. Die globale 

Inhibition von IL6 beeinträchtigte das bone remodeling im Rahmen der Frakturheilung (106). 

Darüber hinaus konnten mehrere Arbeitsgruppen nachweisen, dass apoptotische Osteozyten 

vermehrt IL6 sezernierten und so das bone remodeling vermittelten (97, 107). Aktuelle Arbeiten 

von Sims et al. gehen davon aus, dass die IL6-vermittelten Effekte sowohl die 

resorptionsfördernde Aktivierung der OC umfassen, als auch eine stimulierende Wirkung auf die 

Differenzierung von OB vermitteln und somit die Knochenbildung begünstigen (100).  

Im Hinblick auf Veränderungen der IL6-Expression bei Osteoporose wurde die IL6-Expression 

einzelner Zelltypen bereits in anderen Arbeiten untersucht. Hierbei konnte ein pro-resorptiv 

verändertes Zytokin-Expressionsmuster in Patient*innen mit verminderter Knochendichte 

nachgewiesen werden. Azizieh et al. verglichen die Zytokinexpression von Peripheral blood 

mononuclear cells (PBMCs) in vitro und konnten in den Zellen von Patient*innen mit 

verminderter Knochendichte eine erhöhte Expression proresorptiver Zytokine, darunter auch IL6, 

nachweisen (150). Der Nachweis einer differentiellen Expression von IL6 durch OB von 

Patient*innen mit Osteoporose beschränkte sich in einzelnen Studien auf den Nachweis der 

Messenger ribonucleic acid (mRNA) von IL6 mittels Polymerase chain reaction (PCR). 

Walsh et al. konnten in humanen OB von Patient*innen mit osteoporotischen Frakturen mRNA 

von IL6 nachweisen. Die IL6-mRNA war in dieser Studie sowohl in den kultivierten OB von 

Patient*innen mit osteoporotischen Frakturen, als auch in den OB der Kontrollgruppe 

nachweisbar und zeigte keinen signifikanten Unterschied. Hierbei erfolgte jedoch keine 

Quantifizierung der IL6-mRNA der einzelnen Proben, sondern lediglich der Nachweis eines 

positiven Signals in der PCR der jeweiligen Proben (143). Im Gegensatz hierzu konnten 

Ralston et al. in Knochengewebsbiopsien von postmenopausalen Patientinnen mit Osteoporose 

signifikant häufiger IL6-mRNA nachweisen, als im Vergleich zu einer Kontrollgruppe 

postmenopausaler Patientinnen ohne Osteoporose. Auch hier erfolgte lediglich der Nachweis 

eines positiven Signals für IL6-mRNA und kein quantitativer Nachweis der vorhandenen IL6 

oder IL6-mRNA Level der verwendeten Proben (155).  

Die vorliegende Arbeit demonstriert, dass IL6 durch OB T ≤ -2,5 signifikant vermehrt exprimiert 

wird. Der Nachweis von IL6 erfolgte mittels ELISA aus dem Überstand der OB-Kulturen. Diese 

Methodik erlaubt eine genaue Konzentrationsbestimmung und somit eine direkte Aussage zur 

Quantität der IL6-Expression in OB und ergänzt Ergebnisse der Arbeiten, in denen IL6-mRNA 

mittels PCR nachgewiesen wurde. Die vorliegenden Ergebnisse werden durch den häufigeren 

Nachweis von IL6-mRNA in OB von postmenopausalen Patientinnen mit Osteoporose durch 

Ralston et al. (155) unterstütz. Auch die nachgewiesene systemische Erhöhung des IL6 im Serum 

sowie die vermehrte IL6-Expression durch PBMCs bei Patient*innen mit Osteoporose (150) 
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stärken diese Annahme. Die vermehrte IL6-Expression durch OB T ≤ -2,5 könnte somit Teil einer 

generell vermehrten IL6-Expression bei Osteoporose sein, die durch die OB mitverursacht wird. 

Unter der Annahme, dass IL6 klassischerweise resorptionsfördernde Effekte vermittelt, könnte 

die verstärkte IL6-Expression durch OB T ≤ -2,5 direkten Einfluss auf die umliegenden Zellen 

nehmen und so eine Aktivierung der OC fördern. Bei einer vorliegenden Osteoporose könnte so 

die Knochenarchitektur geschädigt und die BMD weiter verringert werden. 

IL8-Expression durch OB T ≤ -2,5 

In der vorliegenden Arbeit exprimierten OB T ≤ -2,5 signifikant weniger IL8. Wie bereits in 

anderen Arbeiten demonstriert werden konnte, nimmt IL8 Einfluss auf die Osteoklastogenese, 

das RANKL/RANK/OPG-System, osteolytische Prozesse im Rahmen von malignen 

Tumorerkrankungen und die Angiogenese. Mehrere Arbeitsgruppen konnten die regulative 

Wirkung von IL8 auf die Osteoklastogenese und eine damit verbundene Steigerung der 

Knochenresorption feststellen (110, 112, 113).  

IL8 aktiviert die Osteoklastogenese. Dabei beeinflusst IL8 vornehmlich die Expression von 

RANKL. Bendre et al. konnten nachweisen, dass Recombinant human IL8 (rh-IL8) zu einer 

Steigerung der RANKL-Expression in Kulturen von stromal osteoblastic cells führte. Des 

Weiteren konnte demonstriert werden, dass rh-IL8 die Differenzierung humaner PBMCs zu OC 

begünstigt (112, 156). Amarasekara et al. beschreiben eine RANKL-induzierte Expression von 

IL8 in humanen OC, die einen autokrinen Einfluss auf die RANKL-induzierte Osteoklastogenese 

nimmt und so die Knochenresorption begünstigt (113). Dieser autokrine Effekt von IL8 als 

zentraler Regulationsmechanismus der Osteoklastogenese wird von einer weiteren 

Arbeitsgruppen beschrieben (157). 

Bei Patient*innen mit Anti citrullinated protein antibodies (ACPA) positiver rheumatoider 

Arthritis konnten Liu, Krishnamurthy et al. erhöhte Serumspiegel von IL8 nachweisen. Die 

in vitro Zugabe von IL8 führte zu einer erhöhten Zellzahl ausdifferenzierter OC. Zudem konnte 

die RANKL-induzierte Osteoklastogenese durch die Zugabe von Reparixin reduziert werden 

(158). IL8 wird zudem als prädiktiver Marker für erneute Krankenhauseinweisungen bei Zustand 

nach Hüftfrakturen diskutiert (114). Cedeno-Veloz et al. konnten eine positive Korrelation der 

Rate rehospitalisierter Patient*innen nach Hüftfrakturen mit erhöhten IL8-Spiegeln in Blutproben 

nachweisen. 

Auf zellulärer Ebene untersuchten Walsh et al bereits die Zytokinexpression in Osteoblasten von 

Osteoporosepatient*innen, darunter auch IL8. Hierbei erfolgte der qualitative Nachweis von IL8-

mRNA mittels PCR. Sowohl in der Gruppe osteoporotischer Patient*innen, als auch in der 

Kontrollgruppe konnte IL8-mRNA nachgewiesen werden. Es erfolgte jedoch keine 

Konzentrationsbestimmung des exprimierten IL8 (143). 



63 

In vorliegender Arbeit konnte demonstriert werden, dass IL8 von OB T ≤ -2,5 signifikant 

vermindert sekretiert wird. Der Nachweis erfolgte mittels ELISA aus dem Überstand der OB-

Kulturen. Die in dieser Arbeit durchgeführte Methodik erlaubt in Ergänzung zu den Ergebnissen 

von Walsh et al. eine quantitative Aussage zu der Expression von IL8 durch OB T ≤ -2,5. Die 

Annahme, dass systemisch erhöhtes IL8 ein relevanter Biomarker für den Krankheitsverlauf bei 

Zustand nach Hüftfrakturen sein könnte, deckt sich mit den zellulären Effekten von IL8, welche 

einen resorptionsfördernden Effekt vermitteln. Die verminderte Expression von IL8 durch 

OB T ≤ -2,5 könnte hingegen in der direkten Umgebung der OB zu einer verminderten 

Aktivierung der OC führen. Ob die verringerte Expression von IL8 durch OB T ≤ -2,5 in diesem 

Kontext einen relevanten Einfluss auf die BMD nimmt, bleibt an dieser Stelle fraglich.  

ANG-Expression durch OB T ≤ -2,5 

In der vorliegenden Arbeit konnte eine signifikant verminderte Expression von ANG durch 

OB T ≤ -2,5 nachgewiesen werden. ANG ist ein bekannter pro-angiogener Faktor, der seine 

Effekte sowohl autonom als auch synergistisch mit anderen angiogenen Faktoren wie VEGF, 

aFGF, bFGF oder EGF vermittelt (116). Darüber hinaus ist ANG an fetalen 

Vaskularisierungsprozessen und der Immuntoleranzentwicklung beteiligt (159, 160), nimmt 

Einfluss auf Mechanismen der Tumorgenese (161) und könnte ein relevanter Faktor in 

neurodegenerativen Erkrankungen sein (162). Die aktuell vorhandene Literatur bezüglich des 

Einflusses von ANG auf die BMD und das Krankheitsbild der Osteoporose ist hingegen stark 

begrenzt.  

ANG scheint am Prozess der Frakturheilung beteiligt zu sein. So konnte bereits demonstriert 

werden, dass die Serumlevel von ANG in Patient*innen nach Distraktionsosteogenese im 

Vergleich zum Ausgangswert postoperativ signifikant erhöht waren (163). Weiss et al. zeigten 

zudem, dass sich die Serum-ANG-Konzentration im Verlauf von Frakturheilung dynamisch 

verändert. In Individuen mit physiologischer Frakturheilung konnte nach einem initialen ANG-

Anstieg eine stetige Abnahme der ANG-Konzentration beobachtet werden. Individuen mit 

eingeschränkter Frakturheilung wiesen diese Dynamik der ANG-Konzentration nicht auf (164). 

Aus diesen Ergebnissen wird von den Autoren auf eine starke Assoziation der 

Frakturheilungsprozesse mit der systemischen Aktivität von ANG geschlossen. In 

Untersuchungen boviner Milch konnte ANG als derjenige Faktor identifiziert werden, der die 

Knochenresorption durch OC inhibierte. Hierbei konnte durch bovines ANG die Aktivität 

muriner OC in vitro und in vivo inhibiert werden (165).  

Unter Berücksichtigung der aktuell verfügbaren Literatur kann davon ausgegangen werden, dass 

ANG osteoprotektive Prozesse begünstigt und für eine suffiziente Frakturheilung notwendig ist 

(163-165). Die vorliegenden Ergebnisse weisen darauf hin, dass eine differentielle Expression 
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von ANG durch OB T ≤ -2,5 Teil des Pathomechanismus der Osteoporose ist. Die verminderte 

ANG-Expression in OB T ≤ -2,5 könnte dadurch osteoprotektive Effekte mindern und zu einer 

reduzierten Vaskularisierung des Knochens führen. Zudem könnte die reduzierte Expression von 

ANG die synergistischen angiogenen Effekte mit anderen angiogenen Faktoren, beispielsweise 

VEGF, beeinflussen. Es ist davon auszugehen, dass das bone remodeling hierdurch maßgeblich 

eingeschränkt wird und somit ein negativer Effekt auf die BMD resultiert.  

VEGF-Expression durch OB T ≤ -2,5 

In der vorliegenden Arbeit konnte keine signifikant veränderte Expression von VEGF durch 

OB T ≤ -2,5 nachgewiesen werden. VEGF beeinflusst die Regulation der Angiogenese und den 

Knochenmetabolismus. Es konnte bereits demonstriert werden, dass OB VEGF freisetzen und 

selbst VEGF-Rezeptoren exprimieren (122, 123). Bezüglich der Frage nach einer differentiellen 

VEGF-Expression durch OB osteoporotischer Patient*innen sind die Aussagen in der 

vorhandenen Literatur bislang widersprüchlich. Senel et al. untersuchten die Konzentration des 

Serum-VEGF osteoporotischer Patient*innen. Hierbei zeigte sich die Serum-VEGF-

Konzentration bei einer Stichprobengröße von 35 Osteoporosepatient*innen gegenüber einer 

gesunden, altersgleichen Gruppe signifikant vermindert (166). Dem entgegen stehen Arbeiten, 

die eine tendenzielle Erhöhung des Serum-VEGFs in Osteoporosepatient*innen beobachten 

konnten, welche jedoch nicht signifikant war (167). Unsere Ergebnisse werden durch Ergebnisse 

von Corrado et al. unterstützt. Deren Arbeit untersuchte in vitro OB von 

Osteoporosepatient*innen und konnte keine signifikant veränderte VEGF-mRNA-Expression 

nachweisen. Auch der Nachweis von VEGF mittels ELISA zeigte keinen signifikanten 

Unterschied der VEGF-Expression (168).  

Die vorliegenden Ergebnisse zeigen eine in der Tendenz erniedrigte, jedoch nicht signifikant 

reduzierte VEGF-Expression in OB T ≤ -2,5. Eine Ursache könnte hierbei die geringe Anzahl der 

zugrundeliegenden Proben sein. Dennoch können vorliegende Ergebnisse die Annahme einer 

verminderte VEGF-Expression von Senel et al. stützen. Da VEGF eine osteoprotektive Wirkung 

zugeschrieben wird (122) und zudem Regenerationsprozesse des Knochens unterstützt (97, 107), 

könnte eine verminderte Expression von VEGF in OB T ≤ -2,5 die BMD im Pathomechanismus 

der Osteoporose weiter verringern.  

CHI3L1-Expression durch OB T ≤ -2,5 

Die vorliegenden Ergebnisse zeigen keine signifikante Veränderung der CHI3L1-Expression 

durch OB T ≤ -2,5. Auch wenn die genauen biologischen Funktionen von CHI3L1 noch 

weitestgehend ungeklärt sind, konnte bereits nachgewiesen werden, dass CHI3L1 von 

Makrophagen, neutrophilen Granulozyten, Chondrozyten, Endothelzellen, glatten Muskelzellen 
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sowie OB sezerniert wird und Einfluss auf Entzündungsreaktionen, Zellmigration und tissue 

remodeling nimmt (125, 169, 170). Es konnte bereits demonstriert werden, dass die Expression 

von CHI3L1 einen entscheidenden Einfluss auf die Entwicklung des muskuloskelettalen Systems 

ausübt und insbesondere in Geweben mit hoher Proliferationsgeschwindigkeit vermehrt CHI3L1 

exprimiert wird (169). Neuere Arbeiten von Park et al. diskutieren die Bedeutung von CHI3L1 

im Krankheitsbild der Osteoporose. Demnach führe CHI3L1 über das Bone morphogenetic 

protein (BMP) 2 zu einer vermehrten Differenzierung von OB und einer vermehrten 

Knochenbildung (131). Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass die Osteoklastogenese durch 

CHI3L1 inhibiert und die Knochenresorption durch eine verstärkte Expression von OPG 

gemindert wird (131). Die genauen Effekte von CHI3L1 auf den Knochenmetabolismus sind 

bisher jedoch nur unzureichend beschrieben und Gegenstand aktueller Forschung. In murinen 

Versuchsansätzen konnten Wang et al. beispielsweise demonstrieren, dass CHI3L1 die 

Entstehung von Osteoporose begünstigt. Dabei wurde die Differenzierung von OC durch CHI3L1 

stimuliert (171).  

Auch wenn zur detaillierten Aufklärung der Wirkmechanismen von CHI3L1 weitere Forschung 

notwendig ist, ist davon auszugehen, dass CHI3L1 die Regulation des Knochenmetabolismus 

moduliert und einen relevanten Einfluss auf den Pathomechanismus der Osteoporose haben 

könnte. Die vorliegenden Ergebnisse zeigen keine signifikant veränderte Expression von CHI3L1 

in den untersuchten OB. Die tendenziell verminderte Expression durch OB T ≤ -2,5 ist bei hohen 

Standardabweichungen der vorliegenden Versuche vorsichtig zu interpretieren. Als mögliche 

Ursachen der Abweichungen kommen unter anderem interindividuelle Unterschiede und 

multifaktorielle Vorerkrankungen der Spender*innen sowie die Verwendung primärer 

Zellkulturen in Betracht.  

HIF-1α-Expression durch OB T ≤ -2,5 

HIF-1α reguliert sowohl OB als auch OC und moduliert die Angiogenese (137, 140, 172). Dabei 

konnte nachgewiesen werden, dass durch HIF-1α die Aktivität und Differenzierung von OC 

gefördert wird und so pro-resorptive Effekte vermittelt werden (136). Durch die Inhibition von 

HIF-1α konnte bereits in mehreren murinen Versuchsansätzen der Knochenverlust bei 

Osteoporose signifikant gemindert werden (137, 138). Zudem nimmt HIF-1α einen direkten 

Einfluss auf OB. Chen et al. konnten demonstrieren, dass die Expression von HIF-1α unter 

hypoxischen Bedingungen die Differenzierung von BMSCs zu OB reguliert (172). Gleichzeitig 

wird durch HIF-1α vermehrt VEGF gebildet. Im Rahmen des Angiogenesis-Osteogenesis-

Coupling werden durch HIF-1α somit sowohl die Angiogenese als auch die Aktivität von OB und 

OC reguliert (94, 172). Entgegen der Annahme, dass HIF-1α pro-resorptive Effekte vermittelt, 

beschreiben Shao et al. eine Zunahme der Osteogenese und Angiogenese, ausgelöst durch 
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artefizielle Überexpression von HIF-1α in einem murinen Versuchsmodell. Hierbei wurde auch 

die in vitro OPG-Expression der OB durch HIF-1α signifikant gesteigert (173).  

Obwohl HIF-1α die Regulation des Knochenmetabolismus maßgeblich beeinflusst, finden sich 

bislang keine Arbeiten, die eine differenzielle Expression von HIF-1α durch OB bei Osteoporose 

thematisieren. Auch die vorliegende Arbeit konnte keine signifikant veränderte Expression von 

HIF-1α durch OB T ≤ -2,5 nachweisen.  

 

 

Abb. 46: Das differentielle Expressionsmuster Angiogenese-relevanter Faktoren durch OB T ≤ -2,5 

Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5), Interleukin 6 (IL6), Interleukin 8 (IL8), Angiogenin 

(ANG), vascular endothelial growth factor (VEGF), chitinase-3 like-protein-1 (CHI3L1), hypoxia-inducible factor-

1-alpha (HIF-1α). Die Expression von IL6 durch OB T ≤ -2,5 zeigte sich signifikant gesteigert, während die Expression 

von IL8 und ANG signifikant vermindert war. 

 

Abb. 46 zeigt eine zusammenfassende Darstellung der vorliegenden Ergebnisse. Hierbei ist 

anzumerken, dass die Aussagekraft der oben beschriebenen Versuchsreihe kritisch zu betrachten 

ist. Der limitierende Faktor war hierbei insbesondere die Anzahl der verfügbaren Spender*innen, 

die Knochensubstanz zur Verfügung stellten. In der Arbeit mit primären OB war es zudem nicht 

möglich, die potenziellen Einflüsse interindividueller Unterschiede der Spender*innen wie Alter, 

Geschlecht, Allgemeinzustand oder vorhandene Vorerkrankungen in die Interpretation der 

gezeigten Ergebnisse einfließen zu lassen. Insbesondere die hier nicht signifikante Modifikation 

der Expression von VEGF, CHI3L1 und HIF-1α durch OB T ≤ -2,5 sollte in größeren Ansätzen 

reevaluiert werden. 
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4.2. Einfluss von OB T ≤ -2,5 auf Endothelzellen  

Die Blutversorgung des Knochens ist essentiell, um eine physiologische Knochenhomöostase zu 

gewährleisten und somit die Integrität des Knochens zu wahren. Veränderungen der 

Blutversorgung, insbesondere in Form einer Minderversorgung, sind mit einer verminderten 

Knochendichte assoziiert (92, 93). Dabei unterliegt die Blutversorgung des Knochens multiplen 

Einflussgrößen. Aktuelle Forschungsansätze untersuchen den Zusammenhang von Osteogenese 

und Angiogenese, insbesondere den Crosstalk von Endothelzellen, OB und Osteozyten sowie 

beteiligte Signalwege (90, 137, 175). Der Einfluss von OB osteoporotischer Patient*innen auf die 

Blutversorgung des Knochens ist bislang jedoch nur unzureichend beschrieben und kaum 

untersucht. Hieraus resultierte die Fragestellung, ob OB T ≤ -2,5 die Proliferation und Migration 

humaner Endothelzellen beeinflussen. 

In vorliegender Arbeit konnte gezeigt werden, dass OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu OB T ≥ -1 die 

Proliferation und Migration von Endothelzellen fördern. Ein proliferationsfördernder Effekt unter 

Inkubation mit konditioniertem Medium von OB T ≤ -2,5 (KM T ≤ -2,5) konnte nach fünf Tagen 

Kultivierung nachgewiesen werden. Dieser Effekt blieb auch bestehen, wenn den konditionierten 

Medien KM T ≤ -2,5 und KMT ≥ -1 zusätzlich FCS zugefügt wurde, um einen etwaigen 

Nährstoffmangel auszugleichen. Es kann somit davon ausgegangen werden, dass sich der 

proliferationsfördernde Einfluss von KM T ≤ -2,5 alleine aus der Expression Angiogenese-

relevanter Zytokine ergibt. Darüber hinaus konnten die vorliegenden Daten demonstrieren, dass 

die Migrationskapazität von EA.hy 926 durch OB T ≤ -2,5 signifikant gesteigert wird. Der 

migrationsfördernde Effekt unter KM T ≤ -2,5 zeigte sich bereits mit den KM, das den OB-

Kulturen nach 4 Tagen entnommen wurde. Wurde das Medium nach 8 Tagen entnommen, zeigten 

sich keine relevanten Effekte gegenüber KM T ≥ -1. 

4.3. Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf 

Endothelzellen 

KM von OB T ≤ -2,5 zeigte in der vorliegenden Arbeit einen proliferations- und 

migrationsfördernden Effekt auf Endothelzellen. Untersucht werden sollte, welche Faktoren des 

KM diesen Einfluss vermitteln und ob einzelne differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 

diese pro-angiogene Wirkung induzieren. Gemäß der zugrundeliegenden Fragestellung, welchen 

Einfluss differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf das Migrationsverhalten humaner 

Endothelzellen nehmen, wurde in 3.3 der Einfluss von IL6, IL8 und ANG sowie deren 

spezifischen Inhibitoren Anti-IL6, Reparixin und Anti-ANG auf die Migrationskapazität humaner 

Endothelzellen untersucht.  
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Einfluss von IL6 und Anti-IL6 auf Endothelzellen 

IL6 vermittelt als pleiotropes Zytokin sowohl inflammatorische als auch anti-inflammatorische 

Effekte. Die IL6-Signalkaskaden vermitteln über den klassischen Signalweg mittels IL6-Rezeptor 

und über die Trans-Signalgebung per löslichem IL6-Rezeptor (sIL6-R) eine große Bandbreite 

biologischer Effekte (177, 178). Im Hinblick auf Prozesse der Angiogenese sind indirekte pro-

angiogene Effekte von IL6 über eine Erhöhung von VEGF beschrieben (179, 180). Bezogen auf 

den Einfluss von IL6 auf die Migration humaner Endothelzellen zeichnet sich aus der 

vorhandenen Literatur ein bislang heterogenes Bild. 

So konnte bereits gezeigt werden, dass Zytokine der IL6-Familie in Versuchsansätzen mit 

HUVECs zu einer Anreicherung migrationsfördernder Proteine führten (181). Dem entgegen 

stehen Arbeiten, in denen durch den Knockdown von IL6 in HUVECs Funktionen der Migration 

und der zellulären Bewegung aktiviert wurden. Dies deutet auf eine autokrine Kontrolle der 

Migration humaner Endothelzellen durch IL6 hin (182). Darüber hinaus konnte in einer Arbeit 

von Zegeye et al. mittels Migrationsassays ein inhibierender Einfluss von IL6 auf die Migration 

von HUVECs nachgewiesen werden. Hierbei vermittelte insbesondere die Signalkaskade über 

den löslichen IL6-Rezeptor eine verminderte Migration. Die alleinige Zugabe von IL6 ohne den 

sIL6-R führte hingegen nur zu einer nicht signifikanten Minderung der Migrationskapazität (183).  

In vorliegender Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Migrationskapazität humaner 

Endothelzellen durch IL6 signifikant reduziert wird. Dies steht im Einklang mit vorherigen 

Untersuchungen durch Zegeye et al. (183). Passend dazu zeigte sich unter dem Einfluss von 

Anti-IL6 eine tendenziell gesteigerte Migration der Endothelzellen. Unter der Annahme, dass IL6 

durch OB T ≤ -2,5 vermehrt exprimiert wird, muss in Betracht gezogen werden, dass dadurch die 

Angiogenese inhibiert wird. Eine resultierende Minderversorgung der Knochen sowie eine 

reduzierte kapilläre Versorgung des Bone remodeling compartments (BRC) könnte die 

Regenerationsprozesse osteoporotisch geschädigter Knochen fortlaufend einschränken und einen 

entscheidenden Beitrag zum Krankheitsprogress liefern. Der beobachtete pro-angiogene Effekt 

von OB T ≤ -2,5 lässt sich hier nicht durch die vermehrte Expression von IL6 erklären.  

Einfluss von IL8 und Reparixin auf Endothelzellen 

IL8 vermittelt als Mitglied der CXC-Proteinliganden chemotaktische Effekte (110, 184). 

Insbesondere der pro-angiogene Einfluss von IL8 im Rahmen von Tumorerkrankungen ist belegt 

(185-187). In Versuchsansätzen mit HUVECs konnte durch Li et al. sowohl eine verstärkte 

Endothelzellproliferation als auch eine gesteigerte Migration nachgewiesen werden (111, 188). 

Lai, Shen et al. zeigten in Migrationsassays unter dem Einfluss von 100 ng/ml IL8 eine 

signifikant gesteigerte Migration von EA.hy 926 (186). 
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Die vorliegenden Ergebnisse divergieren von der bisher veröffentlichten Literatur. In den 

durchgeführten Versuchsreihen wurde die Migration der Endothelzellen durch die Zugabe von 

IL8 inhibiert, während sie unter dem Einfluss des IL8-spezifischen Inhibitors Reparixin 

signifikant gesteigert war. Eine mögliche Erklärung dieser Divergenz könnte in Unterschieden 

der zugrundeliegenden Versuchsdurchführung liegen. Li et al. verwendeten in ihren Arbeiten 

HUVECs der American Type Culture Collection, um deren Migration in einem Ansatz mit 

Transwell Chambers zu untersuchen. Die Migration der Endothelzellen durch eine 

Polycarbonatmembran eignet sich zur Untersuchung der Migrationskapazität, unterscheidet sich 

jedoch grundlegend von den in dieser Arbeit verwendeten Migrationsassays. Es ist zudem zu 

beachten, dass die Migration der Endothelzellen durch Li et al. bereits nach 4 h Inkubation 

ausgewertet wurde. Die hier beschriebenen Effekte von IL8 und Reparixin auf Endothelzellen 

waren frühestens nach 8 h signifikant. Die Ergebnisse von Lai, Shen et al. basieren auf Scratch-

wound migration assays mit Endothelzellen des Typs EA.hy 926. Relevante Unterschiede liegen 

hier in der Durchführung und Auswertung der Migrationsassays. Zum einen wurde die Migration 

der Endothelzellen nach 6 h in einem Zeitrahmen betrachtet, in dem die hier vorliegenden 

Ergebnisse der Migration unter dem Einfluss von IL8 nicht signifikant waren. Zum anderen wurde 

die zurückgelegte Distanz einzelner Endothelzellen in µm in den zellfreien Spalt als Zielgröße 

der Auswertung definiert. Dem entgegen steht in dieser Arbeit als Zielgröße der prozentuale 

Anteil des zellfreien Spalts, der im Vergleich zur Ausgangsmessung (Stunde 0) von Zellen 

bedeckt wurde. Die Differenz des betrachteten Zeitintervalls in Zusammenspiel mit den 

unterschiedlichen Zielgrößen der Auswertung könnte die konträre Interpretation des Einflusses 

von IL8 auf die Migration von EA.hy 926 erklären.  

In dieser Arbeit konnte demonstriert werden, dass IL8 zu einer verminderten Migration von 

Endothelzellen führt und dass IL8 durch OB T ≤ -2,5 vermindert exprimiert wird. Dies könnte in 

der direkten Umgebung der OB eine Enthemmung der Angiogenese zur Folge haben und einer 

Minderversorgung der betroffenen Knochen entgegenwirken. Die verminderte Expression von 

IL8 durch OB T ≤ -2,5 könnte somit mitverantwortlich für die gesteigerte Migration von 

Endothelzellen durch KM ≤ -2,5 sein. 

Einfluss von ANG und Anti-ANG auf Endothelzellen 

ANG ist ein potenter pro-angiogener Faktor. Dabei ist der Einfluss von ANG auf verschiedene 

Zelltypen wie etwa Neuroblastome, Prostata-Fibroblasten, HeLa und auch Endothelzellen 

beschrieben (189). Die migrationsfördernden Effekte von ANG auf Endothelzellen konnten in 

Versuchsansätzen mit Endothelzellen unterschiedlichen Ursprungs nachgewiesen werden (117, 

190, 191). Des Weiteren ist beschrieben, dass ANG als notwendige Bedingung für die Wirkung 

anderer angiogener Proteine wie aFGF, bFGF, EGF und dem VEGF vorhanden sein muss (191). 
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Auch die vorliegenden Ergebnisse weisen auf eine verstärkte Migration von Endothelzellen unter 

dem Einfluss von ANG hin. Die Interpretation wird durch die nicht signifikante Inhibition der 

Migration durch Anti-ANG gestützt. Unter der Annahme, dass ANG durch OB T ≤ -2,5 

vermindert exprimiert wird, muss in Betracht gezogen werden, dass dadurch ein wichtiger pro-

angiogene Einfluss fehlt. Dies könnte zu einer reduzierten kapilläre Versorgung des BRC und 

einer generellen Minderversorgung des Knochens führen. Der beobachtete pro-angiogene Effekt 

von OB T ≤ 2,5 lässt sich hingegen nicht durch die reduzierte Expression von ANG erklären. 

 

 

Abb. 47: Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 und spezifischer Inhibitoren auf die 

Migration von Endothelzellen (EA.hy 926) 

Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5), Interleukin 6 (IL6), Interleukin 8 (IL8), Angiogenin 

(ANG). IL8 und ANG wurden durch OB T ≤ -2,5 vermindert exprimiert. IL6 wurde durch OB T ≤ -2,5 verstärkt 

exprimiert. Es zeigte sich ein signifikant migrationsfördernder Effekt von Reparixin und ANG, während IL6 und IL8 

die Migration der Endothelzellen signifikant reduzierten. 

 

Abb. 47 zeigt eine zusammenfassende Darstellung der vorliegenden Ergebnisse. Der Einfluss 

einzelner differentiell exprimierter Angiogenese-relevanter Faktoren durch OB T ≤ -2,5 auf die 

Migrationskapazität von Endothelzellen kann an dieser Stelle nicht gänzlich den unter 

KM T ≤ -2,5 beobachteten migrationsfördernden Effekt erklären. IL8 wird durch OB T ≤ -2,5 

signifikant vermindert exprimiert, was zu einer Förderung der Migration von Endothelzellen 

führen könnte. Jedoch müsste die gesteigerte Expression von IL6 und die verminderte Expression 

von ANG durch OB T ≤ -2,5 einen gegenteilige Effekt vermitteln. Der pro-angiogene Effekt von 

KM T ≤ -2,5 könnte dementsprechend auch auf andere angiogene Faktoren zurückzuführen sein, 

die in dieser Arbeit nicht betrachtet wurden. 
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4.4. Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf die 

OPG-Expression in Osteoblasten 

Die Interaktion von OC, OB, bone lining cells und Osteozyten wird maßgeblich über das 

RANKL/RANK/OPG-System vermittelt (67). Das System besteht aus drei miteinander 

interagierenden Proteinen: dem Receptor Activator of NF-κB ligand (RANKL), dem Receptor 

Activator of NF-κB (RANK) und Osteoprotegerin (OPG) (68). Das RANKL/RANK/OPG-System 

ist als Signalweg an der Regulation verschiedener physiologischer und pathologischer Prozesse 

beteiligt. Dazu zählen die Regulation von Immunprozessen, die Entwicklung lymphoider Organe, 

die Formation der Glandulae mammaria sowie ein relevanter Einfluss auf die Tumorgenese von 

Tumoren verschiedener Entitäten mit einer besonderen Relevanz für die Entstehung von 

Knochenmetastasen (68, 192-196). Eine der wichtigsten Funktionen des RANKL/RANK/OPG-

Systems ist die Feinregulation des Zusammenspiels von OC, OB, BLC und Osteozyten, um die 

Integrität der Knochenarchitektur zu wahren (67, 197). RANKL bindet an den RANK-Rezeptor, 

welcher von OC und deren Vorläufern exprimiert wird. Hierdurch wird die Differenzierung und 

Aktivierung von OC sowie deren Adhärenz an den Knochen, die Aufrechterhaltung der 

Resorptionsaktivität und die systemische Freisetzung von OC und deren Vorläufern in die 

Blutlaufbahn vermittelt (68, 75-78). OPG wird als löslicher Rezeptor der TNF-Rezeptorfamilie 

exprimiert und inhibiert die biologischen Effekte von RANKL, indem es die Bindung von 

RANKL an RANK verhindert (73). Das Verhältnis von RANKL zu OPG wird in der 

RANKL/OPG-Ratio erfasst. Eine erhöhte Konzentration oder Ratio zugunsten von RANKL ist 

mit einer vermehrten Resorption und einem höheren Knochenumsatz assoziiert, während eine 

niedrige Ratio die Knochenresorption reduziert. Das Gleichgewicht zwischen RANKL und OPG 

ist eine wichtige Determinante hinsichtlich Knochen-Masse und Stärke (84-86). Ein 

Missverhältnis der RANKL/OPG-Ratio kann eine verminderte Knochendichte im Sinne einer 

Osteoporose zur Folge haben.  

Hinsichtlich der zugrundeliegenden Fragestellung, ob die durch OB T ≤ -2,5 differentiell 

exprimierten Faktoren einen Einfluss auf die OPG-Expression humaner OB nehmen, ist die 

aktuell vorhandene Forschungsliteratur deutlich begrenzt.  

Einfluss von IL6 und Anti-IL6 auf die OPG-Expression in Osteoblasten 

Hinsichtlich der Auswirkung von IL6 auf die OPG-Expression in OB konnten Palmqvist et al. 

eine IL6-induzierte Überexpression von RANKL und OPG bei einer gleichzeitig verminderten 

Expression von RANK demonstrieren (104). In den Versuchen mit murinen OB wurde OPG unter 

dem Einfluss von IL6 in Kombination mit sIL6-R sowohl in semiquantitativen rt-PCR als auch 

in Untersuchungen des entsprechenden Überstands mittels ELISA vermehrt nachgewiesen. 
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Jedoch konnte keine Auswirkung von IL6 in Abwesenheit des sIL6-R auf die Expression von 

RANKL, OPG oder RANK dokumentiert werden (104). Im Gegensatz hierzu wurde von 

Sanchez et al. und Liu et al. ein reduzierender Effekt von IL6 auf die OPG-Expression in OB 

beschrieben. Sanchez et al. konnten in Untersuchungen mit primären murinen OB nachweisen, 

dass durch Kompression der OB IL6, Prostaglandin E2 (PGE2) und OPG modifiziert wurden. 

Dabei wurde die IL6-mRNA sowie die Cyclooxygenase-2 (COX-2) mRNA vermehrt exprimiert 

und IL6 sowie PGE2 im Überstand der OB vermehrt nachgewiesen. Es konnte zudem eine 

Reduktion der OPG-Expression mit einer geringen zeitlichen Latenz zum Anstieg der IL6 

Konzentration nachgewiesen werden. Diese Reduktion der OPG-Expression entfiel unter dem 

zusätzlichen Einfluss IL6-spezifischer Antikörper (198). Die resultierende Schlussfolgerung, dass 

IL6 für eine Reduktion der OPG-Expression verantwortlich ist, wird durch Untersuchungen von 

Liu et al. gestützt. In Versuchen mit standardisierten MC3T3 osteoblast cells konnte IL6 als 

Mediator einer PGE2 vermittelten Reduktion der OPG-Expression in OB identifiziert werden. 

Auch hier stabilisierten IL6-spezifische Antikörper die basale OPG-Expression und blockierten 

den inhibitorischen Effekt von PGE2 (199-201). Kuebart et al. untersuchten kürzlich in den 

Laboren der Uniklinik Düsseldorf die OPG-Expression osteogen differenzierter humaner OB 

unter dem Einfluss von IL6. Hierbei wurde die OPG-Expression durch IL6 (250 U/ml) signifikant 

verringert (202). 

In der vorliegenden Arbeit konnte kein relevanter Effekt von IL6 auf die OPG-Expression nativer 

humaner OB nachgewiesen werden. Hingegen wurde die OPG-Expression durch Zugabe des IL6-

spezifischen Antikörpers Anti-IL6 signifikant reduziert. Die Divergenz zu den Erkenntnissen von 

Sanchez et al. und Liu et al. könnte Resultat der verwendeten murinen Zellen und den 

zugrundeliegenden Versuchsdurchführungen sein. Die kompressionsbedingte Dynamik von IL6 

und OPG in OB wurde durch Sanchez et al. über einen Zeitraum von 8 h evaluiert. Liu et al. 

exponierten die OB für 24 h mit den entsprechenden Reagenzien, während die hier vorliegenden 

Versuchsansätze die Exposition der OB mit IL6 und Anti-IL6 über einen Zeitraum von 4 Tagen 

betrachteten. Es ist anzunehmen, dass sich über die Inkubationszeit die Dynamik der betrachteten 

Parameter erheblich ändert. Auch Kuebart et al. konnten eine reduzierte OPG-Expression unter 

dem Einfluss von IL6 nachweisen. Die zugrundeliegende Versuchsreihe unterscheidet sich jedoch 

an entscheidenden Stellen von dieser Arbeit. Zum einen wurden OB analysiert, welche über 21 

Tage osteogen differenziert wurden, wohingegen die Ergebnisse dieser Arbeit auf der 

Untersuchung nativer Osteoblasten basieren. Zum anderen erfolgte die Inkubation der 

differenzierten OB durch Kuebart et al. mit einer fünffach höheren IL6-Konzentration (250 U/ml) 

(202). Darüber hinaus wurde in vorliegender Arbeit zusätzlich der Einfluss von IL6 auf die 

Zellzahl der OB untersucht, um auszuschließen, dass veränderte OPG-Expressionslevel durch 

eine erhöhte Gesamtzellzahl bedingt sein könnten. Eine möglicherweise veränderte Zellzahl der 
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OB-Kulturen nach osteogener Differenzierung wurde in anderen Arbeiten nicht thematisiert. 

Ferner könnte die Arbeit mit primären humanen OB Ursache der abweichenden Erkenntnisse 

sein. In dieser Versuchsreihe wurden sowohl OB T ≤ -2,5, OB T ≥ -1 als auch OB ohne 

vorliegende DXA-Messung verwendet. Um eine Verzerrung der Ergebnisse zu minimieren, 

wurde der Einfluss der Zytokine (IL6, IL8 und ANG) und deren spezifischen Inhibitoren in 

vorliegender Arbeit jeweils an Replikaten identischer Zellkulturen getestet und ausgewertet. Jede 

zugeführte Spender*innenkultur wurde auf drei Teilversuche aufgeteilt: eine Gruppe als 

Kontrolle, eine Gruppe unter dem Einfluss der Zytokine und eine weitere Gruppe unter dem 

Einfluss der spezifischen Inhibitoren. Die Auswertung basierte auf der prozentualen Veränderung 

in den behandelten Kulturen, wobei die jeweilige Kontrollgruppe der einzelnen 

Spender*innenkultur als Referenzwert diente. Trotz dieses standardisierten Vorgehens muss 

davon ausgegangen werden, dass interindividuelle Unterschiede der Spender*innen der OB in 

Geschlecht, Alter oder Vorerkrankungen einen relevanten Einfluss auf die resultierenden 

Ergebnisse nehmen.  

Die Zusammenschau der hier gezeigten Ergebnisse und der vorhandenen Literatur erschweren 

eine endgültige Interpretation der Bedeutung von IL6 für die OPG-Expression im Rahmen der 

Osteoporose. Der Einfluss von IL6 auf die OPG-Expression scheint einer starken 

Konzentrationsabhängigkeit zu unterliegen und zusätzlich durch die Expositionszeit bedingt zu 

sein. Unter der Annahme, dass IL6 die OPG-Expression fördert, könnten OB T ≤ -2,5 durch eine 

vermehrte IL6-Expression einen osteoprotektiven Effekt vermitteln und die Resorptionsprozesse 

im Rahmen der Osteoporose durch eine zugunsten von OPG modifizierte RANKL/OPG-Ratio 

abschwächen. Sollte IL6 hingegen direkt oder indirekt zu einer Reduktion der OPG-Expression 

führen, würde dies auf eine Beschleunigung der Resorptionsprozesse durch das von OB T ≤ -2,5 

vermehrt exprimierte IL6 hinweisen.   

Einfluss von IL8 und Reparixin auf die OPG-Expression in Osteoblasten 

IL8 beeinflusst das RANKL/RANK/OPG-System. Es konnte bereits durch Bendre et al. gezeigt 

werden, dass in stromal osteoblastic cells unter dem Einfluss von rekombinantem humanem IL8 

die RANKL-mRNA-Expression sowie die RANKL-Proteinexpression stimuliert werden (112). 

Dadurch modifiziert IL8 die RANKL/OPG-Ratio zugunsten von RANKL und wirkt 

resorptionsfördernd. In der aktuell vorhandenen Fachliteratur finden sich bislang keine Hinweise 

darauf, dass die OPG-Expression in OB durch IL8 modifiziert wird. 

In vorliegender Arbeit konnte gezeigt werden, dass IL8 in primären humanen OB keinen Einfluss 

auf die OPG-Expression nimmt. Auch wurde die Zellzahl der OB durch die zugegebene 

Konzentration von 100 U im Vergleich zu den Kontrollgruppen nicht beeinflusst. Jedoch führte 

die Zugabe des IL8-spezifischen Inhibitors Reparixin zu einer signifikanten Reduktion der IL8-
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Expression bei nicht modifizierter Zellzahl der OB. Die Anwesenheit von IL8 scheint in dieser 

Konstellation eine Voraussetzung für eine suffiziente Expression von OPG zu sein. Unter der 

Annahme, dass IL8 durch OB T ≤ -2,5 signifikant vermindert exprimiert wird, könnte dies zu 

einer Modifikation der RANKL/OPG-Ratio zuungunsten von OPG führen und so 

Resorptionsprozesse begünstigen. Bei dieser Interpretation wird allerdings außer Acht gelassen, 

dass auch die RANKL-Expression durch IL8 positiv beeinflusst wird. Um die genauen 

Auswirkungen der differentiellen IL8-Expression von OB T ≤ -2,5 auf das RANKL/RANK/OPG-

System im Rahmen der Osteoporose zu identifizieren, ist weiterführende Forschung erforderlich.  

Einfluss von ANG und Anti-ANG auf die OPG-Expression in Osteoblasten 

Das RANKL/RANK/OPG-System steht in einem engen Zusammenhang mit der Physiologie und 

den pathologischen Prozessen von Endothelzellen (203). OPG ist hierbei an der zytoskelettalen 

Reorganisation von Endothelzellen beteiligt und vermittelt einen pro-angiogenen Effekt (204, 

205). Obwohl der Einfluss des RANKL/RANK/OPG-Systems auf die Angiogenese im Zentrum 

aktueller Forschung steht, sind bislang keine Arbeiten zu dem Einfluss von ANG auf die OPG-

Expression in OB vorhanden.  

In der vorliegenden Arbeit konnte interessanterweise demonstriert werden, dass ANG einen 

signifikant inhibierenden Effekt auf die in vitro OPG-Expression in nativen OB hat. Die Inhibition 

von ANG durch den spezifischen Inhibitor Anti-ANG zeigte sich ohne Auswirkung auf die OPG-

Expression in OB. Da OB T ≤ -2,5 signifikant weniger ANG exprimierten, könnte hierdurch die 

OPG-Expression enthemmt werden. Dies würde durch eine Modifikation der RANKL/OPG-

Ratio zugunsten von OPG einen osteoprotektiven Effekt vermitteln.  

Im Gegensatz hierzu muss beachtet werden, dass durch die reduzierte ANG-Expression durch 

OB T ≤ -2,5 ein relevanter pro-angiogener Faktor fehlt und dies die kapilläre Blutversorgung des 

BRC beeinträchtigen könnte. Da die suffiziente Blutversorgung für den Knochenmetabolismus 

unabdingbar ist (89, 90), würde eine reduzierte ANG-Expression den physiologischen 

Knochenumbau relevant einschränken und den Krankheitsprogress der Osteoporose begünstigen. 
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Abb. 48: Einfluss differentiell exprimierter Faktoren in OB T ≤ -2,5 und spezifischer Inhibitoren auf die OPG-

Expression in humanen Osteoblasten. 

Osteoblasten osteoporotischer Patient*innen (OB T ≤ -2,5), Interleukin 6 (IL6), Interleukin 8 (IL8), Angiogenin 

(ANG). IL8 und ANG wurden durch OB T ≤ -2,5 vermindert exprimiert. IL6 wurde durch OB T ≤ -2,5 verstärkt 

exprimiert. Es zeigte sich ein signifikant inhibierender Effekt von Reparixin, ANG und Anti-IL6 auf die OPG-

Expression in humanen Osteoblasten.   

 

Abb. 48 zeigt eine zusammenfassende Darstellung der vorliegenden Ergebnisse. Hervorzuheben 

ist, dass der Einfluss der differentiell exprimierten Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf die OPG-

Expression auf Basis der vorhandenen Kulturen primärer OB untersucht wurde. Die 

Untersuchungsreihe zur OPG-Expression umfasste dementsprechend OB osteoporotischer 

Patient*innen, nicht-osteoporotischer Patient*innen und OB-Kulturen ohne vorliegende 

Knochendichtebestimmung. Mögliche interindividuelle Unterschiede der Spender*innen stellen 

somit eine Limitation der getroffenen Aussagen dar. Um die beschriebenen Effekte der 

differentiell exprimierten Faktoren in OB T ≤ -2,5 zu bestätigen, sollte die Versuchsreihe 

unbedingt mit OB osteoporotischer und nicht-osteoporotischer Spender*innen sowie 

gegebenenfalls an standardisierten murinen Zellreihen wiederholt werden.  
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4.5. Schlussfolgerung 

Die vorliegende Arbeit evaluierte die Expression Angiogenese-relevanter Parameter in 

Osteoblasten von Osteoporosepatient*innen (OB T ≤ -2,5) entlang folgender Fragestellungen:  

1. Unterscheidet sich das Expressionsmuster von IL6, IL8, ANG, VEGF, CHI3L1 und 

HIF-1α in  OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu nicht osteoporotischen Kontrollgruppen?  

2. Beeinflussen OB T ≤ -2,5 die Proliferation und Migration humaner Endothelzellen?  

3. Welchen Einfluss nehmen potentiell differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf 

das Migrationsverhalten humaner Endothelzellen?  

4. Welchen Einfluss nehmen potentiell differentiell exprimierte Faktoren in OB T ≤ -2,5 auf 

die OPG-Expression humaner OB? 

Auf der Grundlage der zugrundeliegenden Fragestellungen, den hier gezeigten Ergebnissen und 

der vorhandenen Literatur leiten sich folgende Aussagen ab: 

OB T ≤ -2,5 weisen ein signifikant differentielles Expressionsmuster der Angiogenese-relevanten 

Faktoren IL6, IL8 und ANG auf. Es konnte gezeigt werden, dass in OB T ≤ -2,5 im Vergleich zu 

einer nicht-osteoporotischen Kontrollgruppe signifikant mehr IL6 exprimiert wurde.  Die 

Expression von IL8 und ANG durch OB T ≤ -2,5 war hingegen signifikant reduziert. Im Hinblick 

auf das Osteogenesis-Angiogenesis Coupling ist anzunehmen, dass sich diese differentielle 

Expression von IL6, IL8 und ANG direkt auf die Angiogenese und somit die Blutversorgung des 

Knochens auswirkt.  

OB T ≤ -2,5 wirken sich positiv auf die Proliferation und Migration humaner Endothelzellen aus. 

In den durchgeführten Versuchen zeigte konditioniertes Medium aus Kulturen von OB T ≤ -2,5 

(KM T ≤ -2,5) einen proliferations- und migrationsfördernden Einfluss auf Endothelzellen des 

Typs EA.hy 926. Die pro-angiogenen Effekte von KM T ≤ -2,5 deuten auf eine reaktive 

Steigerung der Angiogenese im Pathomechanismus der Osteoporose hin, um eine suffiziente 

Versorgung der betroffenen Knochen sicherzustellen.  

Die differentiell exprimierten Faktoren in OB T ≤ -2,5 beeinflussen das Migrationsverhalten 

humaner Endothelzellen des Typs EA.hy 926. IL6 und IL8 führten zu einer reduzierten 

Migrationskapazität. ANG steigerte die Migrationskapazität der Endothelzellen. Es ist 

anzunehmen, dass das Expressionsmuster Angiogenese-relevanter Faktoren in OB T ≤ -2,5 

direkten Einfluss auf die Blutversorgung betroffener Knochen nimmt. Im Rahmen dieser Arbeit 

war es jedoch nicht vollumfänglich möglich, den pro-angiogenen Einfluss von KM T ≤ -2,5 den 

einzelnen differentiell exprimierten Faktoren IL6, IL8 oder ANG zuzuordnen. 
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Die differentiell exprimierten Faktoren in OB T ≤ -2,5 beeinflussen die OPG-Expression in 

humanen OB. Unter dem Einfluss von ANG zeigte sich eine reduzierte OPG-Expression bei 

unveränderter Zellzahl der OB gegenüber den Kontrollgruppen. Die differentielle Expression 

Angiogenese-relevanter Faktoren in OB T ≤ -2,5 beeinflusst somit nicht nur die Prozesse der 

Angiogenese, sondern greift zudem in die Regulation des RANK/RANKL/OPG-Systems ein. 

Dies beeinflusst maßgeblich die zelluläre Feinregulation des Knochenmetabolismus.  

Die Zusammenschau der Ergebnisse legt nahe, dass der Pathomechanismus der Osteoporose auf 

zellulärer Ebene durch ein verändertes Expressionsmuster Angiogenese-relevanter Faktoren 

durch die OB maßgeblich mitbeeinflusst wird. Dies umfasst eine Modifikation des Osteogenesis-

Angiogenesis Couplings und die Störung der Feinregulation des RANK/RANKL/OPG-Systems. 

Ob die differentielle Expression Angiogenese-relevanter Faktoren in OB T ≤ -2,5 in ihrer 

Gesamtheit pro-resorptive Mechanismen begünstigt und so den Krankheitsprogress der 

Osteoporose beschleunigt oder osteoprotektiv wirkt, ist an dieser Stelle nicht zu beantworten. 

Dies liegt an der Komplexität der zugrundeliegenden Systeme und den teils pleiotropen Effekten 

der untersuchten Faktoren auf den Knochenmetabolismus. Darüber hinaus ist die Verfügbarkeit 

aktueller wissenschaftlicher Literatur als Interpretationsgrundlage noch stark eingeschränkt. Hier 

ist weiterführende Forschung notwendig, um ein kohärentes Gesamtbild aufzeigen zu können.   

Die vorliegende Arbeit trägt dazu bei, die Pathomechanismen der Osteoporose auf zellulärer 

Ebene differenzierter zu verstehen, relevante Faktoren zu benennen und dabei insbesondere die 

Bedeutung der OB hinsichtlich ihres Einflusses auf die Angiogenese und das 

RANK/RANKL/OPG-System zu beleuchten. Die Erkenntnisse dieser Arbeit liefern damit 

wichtige Ansätze für ein tieferes Verständnis der zugrundeliegenden zellulären Mechanismen. 

Dies eröffnet Perspektiven für zukünftige Forschungsarbeiten. Insbesondere die Beeinflussung 

der Angiogenese und des RANK/RANKL/OPG-System durch OB T ≤ -2,5 stellt einen zentralen 

Ausgangspunkt dar, um mögliche therapeutische Strategien zur gezielten Modulation des 

Knochenmetabolismus weiterzuentwickeln. Die Ergebnisse können somit als Grundlage dienen, 

um neue Ansätze zur Prävention und Behandlung der Osteoporose zu entwickeln.  
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