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Einleitung 1 

1 Einleitung 

1.1 Tissue Engineering 
 

Bereits 1984 beobachteten Wolter und Meyer das Wachstum von epithelähnli-

chen Strukturen auf der Oberfläche von Hornhautprothesen aus Polymethylme-

tacrylat [Wolter und Meyer 1984]. Zusammen mit anderen, wie z. B. Charles 

und Josef Vacanti, begründeten sie Mitte der 80er Jahre den Begriff „Tissue 

Engineering“. Gegenwärtig gibt es kaum noch einen Bereich in den Medizinwis-

senschaften, der sich nicht mit Tissue Engineering beschäftigt. Man kann es 

daher als ein sich schnell entwickelndes Wissenschaftsfeld im Bereich der Bio-

medizin bezeichnen [Bruder und Fox 1999, Minuth et al. 2002]. Mit der Be-

zeichnung „Tissue engineering“ beschreibt man heute im Allgemeinen ein inter-

disziplinäres Forschungsgebiet, welches das Ziel verfolgt, Gewebefunktionen 

aufrecht zu erhalten, zu ersetzen, zu verbessern oder grundlegend zu erfor-

schen [Thomson et al. 1995]. Es umfasst dabei ein Spektrum aller sich im Kör-

per befindlichen Gewebearten. Die Entwicklung bioartifizieller dreidimensionaler 

Konstrukte aus lebenden Zellen, Zellmatrix und Biomaterialien steht dabei im 

Vordergrund [Langer 2000, Sittinger 1995].  

1.1.1 Tissue Engineering heute 
 

Im Bereich der Gewebeersatztechnik wurden weltweit bereits diverse Möglich-

keiten zur Herstellung verschiedenster Gewebe, wie z. B. Haut, Knorpel, Kno-

chen, Gefäße, Herzklappen, Brust und Leber erforscht. Allerdings stehen die 

Forschung und die Erfolge zur Herstellung von artifiziellem Knochen im Ver-

gleich zu vielen anderen der aufgezählten Gewebe noch deutlich zurück [Mi-

nuth et al. 1998]. Vor allem die plastisch-rekonstruktive Chirurgie des Gesichts-

schädels verzeichnet einen immer höheren Bedarf an Knochenersatzmateria-

lien, welcher oft aus autologen Quellen nicht ausreichend gedeckt werden kann. 

Während allogene oder xenogene Ersatzmaterialien die Gefahr sowohl von 

frühzeitigen Resorptions- oder immunologischen Abstoßreaktionen als auch 

von Infektionsrisiken mit sich bringen [Langer et al. 1993, Bujía et al. 1995, 
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Hammer et al. 1992], weisen anorganische Ersatzmaterialien Probleme hin-

sichtlich Materialermüdung, Degradation und Korrosion auf [Langer et al. 1993, 

Sittinger 1995].  

Bei Geweben, die aus körpereigenen Zellen aufgebaut sind, sind die oben ge-

nannten Probleme nicht zu erwarten. Mit diesen Vorteilen eröffnet das Tissue 

Engineering neue Möglichkeiten. Notwendige Komponenten zur Züchtung artifi-

zieller autologer Knochenersatzmaterialien sind eine ausreichende Anzahl vita-

ler Zellen, die unter geeigneten Bedingungen und in Anwesenheit von Wachs-

tums- und Differenzierungsfaktoren in vitro kultiviert werden, und ein Trägerma-

terial, das als Leitschiene für die wachsende Zellpopulation und die Synthese 

extrazellulärer Matrix dient. Mit Hilfe des Tissue Engineering könnten somit 

nach Bedarf definierte dreidimensionale gewebe- und organtypische Strukturen 

in hoher Zelldichte für die spätere in vivo-Implantation geformt und hergestellt 

werden [Bonassar et al. 1998]. 

1.1.2 Knochen Tissue Engineering 
 

Speziell für das Knochen Tissue Engineering haben sich in den letzten Jahren 

drei Methoden, die als matrixbasiert, faktorbasiert und zellbasiert bezeichnet 

werden können, etabliert [Bruder und Fox 1999]. Die matrixbasierte Methode 

beschreibt den Einsatz von synthetischen, osseokonduktiven Materialien (z. B. 

Tricalciumphosphat oder Hydroxylapatit-Keramiken), die entweder resorbiert 

oder in das neugebildete Knochengewebe inkorporiert werden. Ungünstige bio-

physikalische Eigenschaften und fehlende Osseoinduktivität limitieren den se-

paraten Einsatz solcher Materialien stark [Bruder und Fox 1999, Wolff et al. 

1994, Rose und Oreffo 2002]. Eine weitere Möglichkeit stellt die faktorbasierte 

Methode dar, bei welcher Differenzierungs- und Wachstumsfaktoren (z. B. bone 

morphogenetic proteins - BMP) entweder direkt injiziert oder zusammen mit 

einer dreidimensionalen Trägersubstanz implantiert werden. Bis heute wurden 

bereits über 15 osseoinduktive Proteine isoliert und auch rekombinant herge-

stellt. Hauptproblematik dieses Verfahrens sind die Bestimmung der exakten 

individuellen therapeutischen Dosis sowie die Applikation eines geeigneten Dif-
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ferenzierungs- bzw. Wachstumsfaktors ohne den Verlust seiner Aktivität [Bruder 

und Fox 1999, Reddi 1995, Reddi 1998]. Grundlegend für das Prinzip des zell-

basierten Verfahrens ist, dass knochenbildende Zellen direkt in einen vorhan-

denen Knochendefekt eingebracht werden und dort zur Knochenneubildung 

führen können [Bruder und Fox 1999]. Erfolgreich konnten Kadiyala und Ko-

Autoren zeigen, dass Knochendefekte kritischer Größe mit Hilfe von syngenen 

Stammzellen aus dem Knochenmark nach Überführung auf ein Trägermaterial 

ausheilen können [Kadiyala et al. 1997]. Breibart und Ko-Autoren benutzten 

vordifferenzierte periostale Stammzellen und konnten ebenso positive Ergeb-

nisse, die erfolgreiche Regeneration von Knochendefekten betreffend, aufzei-

gen [Breitbart et al. 1998]. Frosch und Ko-Autoren verglichen hingegen die Re-

ossifikation von Knochendefekten an Kaninchen mit unbehandelten oder mit 

Dexamethason und Vitamin D vorbehandelten mesenchymalen Vorläuferzellen 

mit zellfreien Leerdefekten oder mit Knochendefekten, die mit autologer Spon-

giosa aufgefüllt wurden. Die letzteren heilten signifikant besser aus als alle an-

deren Defekte [Frosch et al. 2003].  

Das Knochen Tissue Engineering scheint folglich nur dann erfolgreich zu sein, 

wenn man die oben genannten Verfahren miteinander kombiniert und sich so-

mit die verschiedenen Vorteile zu Nutzen macht. 

 

1.2 Humane Stammzellen 
 

Geeignete Zellen für den erfolgreichen Knochenersatz stellen u. a. Zellen mit 

multipotenten Eigenschaften dar. Multipotenz ist definiert als die Fähigkeit phy-

siologisch undifferenzierter Zellen, sich unter spezifischen Bedingungen in be-

stimmte Zellen bzw. Gewebe zu differenzieren. Ausdifferenzierte somatische 

Zellen lassen sich nur schlecht kultivieren und zeigen ein sehr begrenztes Proli-

ferationspotential; zudem stehen sie nur begrenzt zur Verfügung [Haverich et 

al. 2002]. Multipotente humane Stammzellen stellen somit eine taugliche, nahe-

zu unerschöpfliche Ressource dar. Man unterscheidet zwischen embryonalen, 

fötalen und adulten Stammzellen.  
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1.2.1 Embryonale Stammzellen 
 

Embryonale Stammzellen, welche gut expandier- und differenzierbar sind, sind 

leider schwer zu gewinnen und werden kontrovers diskutiert. Des Weiteren 

wurden die Bildung von Teratokarzinomen [Erdö et al. 2003] und die Gefahr 

von Abstoßungsreaktionen beim Empfänger [Robertson 2001] beschrieben. 

Dies alles führt zu erheblichen klinischen Bedenken. Darüber hinaus erübrigt 

die Verwendung adulter Stammzellen die nach ethischen, moralischen und 

rechtlichen Gesichtspunkten umstrittene Verwendung embryonaler und fötaler 

Stammzellen.  

1.2.2 Adulte Stammzellen 
 

Adulte Stammzellen werden nach ihrer Herkunft gegeneinander abgegrenzt. 

Man unterscheidet u. a. zwischen hämatopoetischen und mesenchymalen 

Stammzellen. Während Stammzellen der hämatopoetischen Reihe sich zu Blut-

zellen, wie z. B. Lymphozyten, Thrombozyten oder Erythrozyten, differenzieren, 

können sich mesenchymale Stammzellen zu Zellen der verschiedenen mesen-

chymalen Gewebe, wie z. B. Osteoblasten, Adipozyten oder Chrondrozyten, 

entwickeln [Haverich et al. 2002].  

1.2.3 Adulte mesenchymale Stammzellen 
 

Für das Knochen-Tissue-Engineering sind somit ausschließlich Stammzellen 

mesenchymaler Herkunft von Bedeutung. Diese können aus dem Knochenmark 

gewonnen, in vitro expandiert und zu verschiedenen mesenchymalen Zelltypen 

[Pittenger et al. 1999], wie z. B. zu Knochen [Jaiswal et al. 1997], Knorpel 

[Johnstone et al. 1998], Sehne [Young et al. 1998], Muskel [Wakitani et al. 

1995], Fett [Sekiya et al. 2004], reifes Knochenmarkstroma [Majumdar et al. 

1998] sowie zu einer Reihe weiterer Gewebe [Jiang et al. 2002] differenziert 

werden. Bis heute ist es schwierig mesenchymale Stammzellen isoliert zu ge-

winnen, da sie nur über die gleichzeitige Expression mehrerer Oberflächenanti-

gene und weitere Eigenschaften definiert werden können [Dominici et al. 2006]. 
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Vorläufig stellen die Expansionseigenschaften, die Adhärenz und das multipo-

tente Differenzierungspotential die einzigen konkreten Definitionskriterien dar 

[Baksh et al. 2004]. In vitro kultivierte mesenchymale Stammzellen zeigen zu-

dem einen fibroblastoiden Phänotyp [Pittenger et al. 1999] und können z. T. 

ohne den Verlust ihrer Fähigkeiten kryokonserviert werden, so dass eine Anla-

ge von Zellbanken möglich wäre [Bruder et al. 1997].  

Im erwachsenen menschlichen Körper sind mesenchymale Stammzellen nicht 

nur im Knochenmark enthalten, wo das Vorkommen mit ca. 0,001 - 0,1 % als 

sehr gering eingeschätzt wird [Pittenger et al. 1999] (Bruder und Fox gehen von 

1:100.000 aus). Sie konnten ebenfalls in mesenchymalen und anderen Gewe-

ben isoliert werden, wie z. B. in peripherem Blut [Roufosse et al. 2004], im Pe-

riost [Nakahara et al. 1991], trabekulären Knochen, Fettgewebe, in Synovia, 

Skelettmuskulatur, Lunge und Nabelschnur [Baksh et al. 2004]. Um mesen-

chymale Stammzellen in eine bestimmte Richtung differenzieren zu können, 

müssen spezifische Kulturbedingungen eingehalten werden, indem geeignete 

Wachstums- und Differenzierungsfaktoren hinzugefügt werden. Hierzu gibt es 

einige gute Übersichtsarbeiten [Otto und Rao 2004, Barry und Murphy 2004, 

Baksh et al. 2004, Tuan 2004], die die vielfach untersuchte Differenzierbarkeit 

mesenchymaler Stammzellen zusammenfassen. Eine Aufstellung davon ist in 

Abb. 1 grafisch dargestellt ist.  

Für das Knochen-Tissue-Engineering ist natürlich die Differenzierbarkeit zu 

Knochen von vorrangigem Interesse. Dabei ist der Einsatz von osteogen wir-

kenden Substanzen indiziert. Jaiswal und Ko-Autoren konnten zeigen, dass 

adulte mesenchymale Stammzellen nach der Behandlung mit Dexamethason, 

β-Glycerophosphat und L-Ascorbinsäure-2-phosphat zu Osteoblasten differen-

zieren [Jaiswal et al. 1997]. Die osteogene Differenzierung dieser Zellen lässt 

sich in mehrere Phasen untergliedern, welche in Abb. 2 schematisch dargestellt 

sind. Ausgehend von der mesenchymalen Stammzelle geht die Entwicklung 

über Osteoprogenitorzellen und Präosteoblasten bis hin zu Osteoblasten bzw. 

Osteozyten [Kale und Long 2000]. Die Zellen unterscheiden sich in den ver-

schiedenen Entwicklungsstadien durch ihre Morphologie sowie durch ihr Prolife-
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rationsverhalten bzw. –vermögen. Die Proliferationskapazität einer Zelle ver-

mindert sich mit zunehmender Differenzierung [Aubin 2001].  

 

Abb. 1 Diese Grafik zeigt das Potential humaner mesenchymaler Stammzellen, sich zu Zel-

len verschiedenster Gewebearten, wie Fett, Knochen, Sehnen, Knorpel, Muskel und 

Knochenmarkstroma zu differenzieren. Die in-vitro-Bedingungen für die jeweiligen 

Differenzierungswege sind in den entsprechenden Kästen zusammengestellt. Bereits 

bekannte molekulare Mechanismen und/oder Komponenten wie Transkriptionsfakto-

ren sind kursiv dargestellt. Die schraffierten Pfeilspitzen zeigen, dass die Differenzie-

rung auch rückläufig von statten gehen kann. [Quelle: Tuan 2004] 
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Des Weiteren wird je nach Stadium ein bestimmtes Genmuster exprimiert, das 

durch verschiedene Transkriptionsfaktoren, wie z. B. Cbfa-1 (Runx-2), reguliert 

wird [Ducy et al. 1997]. Diese Genmuster können mittels der quantitativen real-

time PCR identifiziert und quantitativ gemessen werden, wodurch Rückschlüsse 

auf bestimmte Faktoren und somit auf den Differenzierungsgrad einer Zellpopu-

lation möglich sind.  

 

 

 

Abb. 2 Diese Grafik zeigt eine Übersicht über die verschiedenen Stadien der Osteogenese 

mesenchymaler Stammzellen (MSC) sowie deren Differenzierungs- und Proliferati-

onsverhalten. [Quelle: Aubin 2001] 

 

Eine Vielzahl von Arbeitsgruppen ist gegenwärtig auf der Suche nach regulato-

rischen Molekülen, welche die Differenzierung multipotenter mesenchymaler 

Abnehmende Proliferation / zunehmende Differentierung 
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Stammzellen kontrolliert. Am häufigsten untersucht werden Mitglieder der TGF-

β-Superfamilie, vor allem die Bone Morphogenetic Proteins (BMPs). 

Periostale Zellen zeigen Stammzelleigenschaften durch ihre Funktion Knochen 

und Knorpel sowohl in vitro als auch in vivo auszubilden. Zusammen mit den 

Osteoblasten treiben sie die Zelldifferenzierung bei der Knochenheilung voran 

[De Bari et al. 2006, Nakahara et al. 1991]. Zudem verzeichnet der Eingriff zur 

Gewinnung von Periostgewebe eine nur geringe Morbidität. Aus diesen Grün-

den und da der Anteil an mesenchymalen Stammzellen im Knochenmark sehr 

gering ist, stellen periostale Zellen eine sehr gute und zukunftsweisende Basis 

für einen erfolgreichen Knochenersatz dar. Weiterhin zeigte De Bari und Ko-

Autoren, dass das osteogene Differenzierungspotential der Periostzellen im 

Alter gleich bleibt [De Bari et al. 2006], was für die mesenchymalen Stammzel-

len aus dem Knochenmark nicht zutrifft [D’Ippolito et al. 1999, Huibregtse et al. 

2000]. Bei diesen Vorläuferzellen nimmt das osteogene Differenzierungspoten-

tial mit dem Alter zugunsten des adipogenen Differenzierungspotentials ab. 

Diese Erscheinung kann auch nachvollzogen werden, wenn man bedenkt, dass 

der Fettanteil des Knochenmarks mit steigendem Alter immer höher wird.  

 

1.3 Knochengewebe 
 

Das Knochengewebe erfüllt im menschlichen Organismus mehrere wichtige 

Aufgaben: Zum einen hat es eine Stütz-, Bewegungs-, Schutz- und Formge-

bungsfunktion und zum anderen fungiert es als größter Kalzium- und Phosphat-

speicher des Körpers [Soldner und Herr 2001, Junqueira und Carneiro 2005].  

1.3.1 Anatomie und Zusammensetzung 
 

Makroskopisch kann man Knochengewebe in eine äußere kompakte Kortikalis 

und in eine innere schwammartig strukturierte Spongiosa unterteilen. Die Kno-

chenzwischenräume im Bereich des spongiösen Knochens sind mit Fett- oder 

Blutmark gefüllt. Weiter wird zwischen Lamellen- und Geflechtknochen, welcher 

sich im Laufe der Entwicklung eines menschlichen Organismus in Lamellen-
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knochen umbaut, unterschieden. Lediglich im Bereich des Schädels (Zahnalve-

olen, Schädelnähte und die pars petrosa des os temporale) ist beim Erwachse-

nen noch Geflechtknochen vorhanden [Lippert 2003]. Mit Ausnahme der Ge-

lenkflächen und den Bereichen, in denen Bänder und Muskeln einstrahlen, sind 

alle Knochenoberflächen mit der Knochenhaut, dem sog. Periost, überzogen. 

Das Periost (vgl. Abb. 3) kann wiederum in zwei Schichten unterteilt werden: 

zum einen die äußere, faserreiche Schicht, deren kollagene Fasern, auch 

Sharpey-Fasern genannt, teilweise in den Knochen einstrahlen (stratum fibro-

sum) und zum anderen die innere, nerv- und gefäßreiche Schicht, in welcher 

differenzierungsfähige mesenchymale Stammzellen enthalten sind (stratum 

osteogenicum bzw. Kambiumschicht). Letztere spielt durch ihren Anteil an diffe-

renzierungsfähigen Zellen eine wichtige Rolle bei der Knochenneubildung und 

Knochenheilung [Junceira und Carneiro 2005, Lippert 2003].  

 

Abb. 3 Dies ist ein histologischer Schnitt von menschlichem Periost; Hämatoxylin-Eosin-

Färbung: 1) Periost, 2) Stratum fibrosum, 3) Stratum osteogenicum, 4) Kortikalis, 

5) Harver’scher Kanal, 6) Osteozyten. [Quelle: http://www.unifr.ch/anatomy/elear-

ningfree/allmand/stuetzgewebe/knochen/images/periost_mit.gif]  
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Die Mikrostruktur des reifen Knochens besteht aus zahlreichen Osteonen. Das 

sind Osteozyten und kollagene Fasern, die konzentrisch um einen mit Blutgefä-

ßen versehenen Havers-Kanal angelagert sind. Durch querverlaufende, blutge-

fäßenthaltende Volkmann-Kanäle stehen die längsverlaufenden Havers-Kanäle 

untereinander und mit dem gefäßreichen Periost in Verbindung. Dies zusam-

men mit dem trabekulären Netzwerk im spongiösen, inneren Teil des Knochens 

verleiht ihm außerordentliche Festigkeit bei geringem Gewicht [Junqueira und 

Carneiro 2005, Marks und Hermey 1996, Lippert 2003]. 

Der Knochen ist zusammen mit den Zahngeweben das einzige mineralhaltige 

Gewebe des menschlichen Organismus. Seine biochemische Zusammenset-

zung ist in Abb. 4 zusammenfassend dargestellt. 

 

 

Abb. 4: Biochemische Zusammensetzung des menschlichen Knochens. Prozentangaben 

entsprechen Massenanteilen. [Quelle: Soldner und Herr 2001] 

 

Während der anorganische Anteil fast ausschließlich aus Kalziumphosphaten 

besteht, welche hauptsächlich in Form von Hydroxylapatit vorliegen, setzt sich 

der weitaus kleinere organische Teil aus 98 % extrazellulärer Knochenmatrix 

zusammen [Soldner und Herr 2001]. Diese Knochenmatrix enthält wiederum 
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fast ausschließlich Kollagen Typ I [Vuorio und Crombrugghe 1990] und einen 

nur kleinen Anteil sog. nicht-kollagener Matrix bestehend aus Proteoglykanen, 

Phosphoproteinen, strukturellen Glykoproteinen, Polypeptiden und Serumprote-

inen. Diese beinhalten z. B. die Alkalische Phosphatase, Osteopontin oder 

Osteokalzin [Robey 1996]. Der kleinste Massenanteil im Knochengewebe be-

schränkt sich auf die Gruppe der Wachstums- und Differenzierungsfaktoren 

(GDF). Zu ihnen zählen die: Transforming Growth Factors (TGF-β1-5), die Insu-

line-like Growth Factors (IGF-I/II), die Fibroblast Growth Factors (FGF-1-9), die 

Platelet Derived Growth Factors (PDGF AA/BB) und die Bone Morphgenetic 

Proteins (BMPs) [Soldner und Herr 2001].  

Neben den hämatopoetischen und mesenchymalen Stammzellen des Kno-

chenmarks, befinden sich im Knochengewebe auch andere, teilweise bereits 

ausdifferenzierte Zellen. Dazu gehören Osteoblasten, Osteoklasten, Osteozyten 

und sog. Lining-Zellen. Die Lining-Zellen sind teilungsfähige sog. ruhende Vor-

läuferzellen, welche auf der Knochenoberfläche in der Kambiumschicht des Pe-

riosts angesiedelt sind und durch osteogene Reize zur osteogenen Differenzie-

rung angeregt werden können. Die Osteoblasten sind die knochenbildenden 

Zellen, die für die Synthese der organischen Knochenmatrix verantwortlich sind 

und die Mineralisation des Knochens steuern. Mit zunehmendem Knochen-

wachstum werden die Osteoblasten in den mineralisierten Knochen vollständig 

eingeschlossen. Nur ca. 20 % der gesamten Osteoblasten entwickeln sich zu 

ihrem endgültigen Differenzierungsstadium, den Osteozyten [Aubin et al. 1995]. 

Der Hauptanteil mit ca. 65 % unterliegt nach Erfüllung ihrer Aufgabe der Apop-

tose [Manolagas 2000]. Die Osteozyten befinden sich somit in Lakunen der mi-

neralisierten Knochenmatrix und haben Fortsätze, die sich in sog. Kanalikuli 

erstrecken und über Gap Junctions an die Enden anderer Osteozyten gekoppelt 

sind [Junqueira und Carneiro 2005]. Somit bilden sie ein umfangreiches intra- 

und extrazelluläres Kommunikationssystem innerhalb des Knochens und der 

Knochenoberfläche. Die Osteoklasten entstammen der Monozyten-

Makrophagen-Linie, sind mehrkernige Riesenzellen und für die Resorption mi-

neralisierter Knochenmatrix verantwortlich [Takahashi et al. 2002].  
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1.3.2 Knochenentwicklung 
 

Bei der Knochenentwicklung wird zwischen zwei Arten unterschieden: Zum ei-

nen die desmale bzw. direkte Ossifikation und zum anderen die enchondrale 

oder indirekte Ossifikation. Die desmale Variante zeichnet sich dadurch aus, 

dass Osteoblasten direkt mineralisierende Matrix sezernieren. Im Gegensatz 

dazu entsteht bei der enchondralen Ossifikation der Knochen dadurch, dass 

Knorpelmatrix umgebaut bzw. von Osteoblasten durch Knochenmatrix ersetzt 

wird. Bei beiden Prozessen ensteht zunächst Geflechtknochen, der dann im 

Laufe der Zeit in Lamellenknochen umgebaut wird [Junqueira und Carneiro 

2005].  

1.3.3 Knochenumbau und -metabolismus 
 

Knochen ist ein sehr aktives Gewebe, das lebenslang einem ständigen Umbau 

unterliegt („Bone remodelling“). Darin liegt auch das enorme Regenerations-

vermögen begründet, welches es ihm ermöglicht, sich wechselnden Belastun-

gen anzupassen und traumatische oder krankheitsbedingte Veränderungen 

meist sogar vollständig („Restitutio ad integrum“) zu beseitigen [Soldner und 

Herr 2001]. Durch dieses immerwährende „Remodelling“ werden zudem auch 

das Knochenvolumen und die Kalzium-Homöostase im Körper stabil gehalten. 

Dafür sind zwei Arten spezialisierter Knochenzellen notwendig: einerseits die 

Osteoblasten, die den inneren und äußeren Oberflächen des Knochens anlie-

gen und verantwortlich für den Knochenaufbau sind, indem sie Kollagen Typ I 

und weitere Bestandteile der extrazellulären Matrix wie Osteokalzin, Osteopon-

tin, Osteonektin und Proteoglykane bilden; andererseits die multinukleären 

Osteoklasten, die mit Hilfe spezieller H+-ATPasen die Knochenoberfläche an-

säuern und somit für eine kontrollierte Knochenresorption, die beim Knochen-

umbau dem Knochenaufbau vorausgeht, verantwortlich sind [Schwarz und 

O’Keefe 2000]. 

Knochenzellen werden von vielen Faktoren beeinflusst. Ein Beispiel hierfür stellt 

das Parathormon dar. Es wird in der Nebenschilddrüse hergestellt und ist für 



Einleitung 13 

eine Proliferationssteigerung von Osteoprogenitorzellen verantwortlich. Eine 

weitere Wirkung des Parathormons auf den Knochen und seine Zellen ist seine 

Beteiligung an der Kalziumregulation, indem es durch Aktivierung von Oste-

oklasten zur Freisetzung von Kalzium aus dem Knochen führt. Östrogene hin-

gegen inhibieren Osteoklasten und stimulieren Osteoblasten, was zu einer ver-

mehrten Mineralisation des Knochens führt und den Kalziumspiegel im Blut sin-

ken lässt. Der Gegenspieler des Parathormons ist das Hormon Kalzitonin, das 

in der Schilddrüse hergestellt wird und dafür sorgt, dass die Tätigkeit der Oste-

oklasten wieder abgebremst wird. Dieses Hormon verhindert den übermäßigen 

Abbau der Kalziumsubstanz und dient somit dem Knochenaufbau [Deutzmann 

et al. 2003]. Lokale Faktoren, wie z. B. BMPs, TGFs oder FGFs, sind vor allem 

beim Knochenwachstum und bei der Knochenheilung bzw. -regeneration betei-

ligt. Primär die BMPs, die heutzutage rekombinant hergestellt werden können, 

scheinen ein großes Potential für das Knochen Tissue Engineering zu haben.  

 

1.4 Bone Morphogenetic Proteins (BMPs) 
 

Urist untersuchte 1965 die außergewöhnliche regenerative Fähigkeit des Kno-

chens zum ersten Mal mit der Idee, dass der Grund dafür im Knochen selbst zu 

finden sei. Er zeigte, dass im adulten Knochen isolierte osteoinduktiven Sub-

stanzen eine Knochenneubildung an ektopischen Stellen in Nagern induzieren 

konnten [Urist 1965]. Diese osteoinduktiven Faktoren wurden als Bone 

Morphogenetic Proteins (BMPs) bezeichnet. Nach weiteren Untersuchungen 

von Wang und Ko-Autoren und Wozney und Ko-Autoren konnten die BMPs auf-

grund ihres Molekulargewichts von 30 kD und ihrer Molekularstruktur der TGF-

β-Superfamilie multifunktioneller Zytokine und Wachstumsfaktoren zugeordnet 

werden [Wang et al. 1988, Wozney et al. 1988]. Weitere Mitglieder dieser 

Gruppe sind die Growth and Differentiation Factors (GDFs). Allen gemeinsam 

sind die hoch homologe Aminosäurensequenz und die molekulare Struktur 

eines Dimers aus zwei identischen Untereinheiten, welche über eine 

Cysteinbrücke verbunden sind. Drei weitere Cysteinbrücken aus Cysteinen der 

beiden Untereinheiten führen zu einem komplexen dreidimensionalen Fal-
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tungsmuster des Moleküls [Kübler 2002]. BMPs unterliegen einem Reifungs-

prozess. Sie werden zunächst als Vorläufer-Proteine synthetisiert, vor der Sek-

retion in Dimere prozessiert und dann proteolytisch zu reifen Dimeren gespal-

ten. Dabei kontrolliert die aminoterminale Region die Stabilität der reifen Protei-

ne [Kübler 2002]. Ausser BMP-1, einer Metalloproteinase, zählen alle bekann-

ten BMPs zur TGF-β-Superfamilie und repräsentieren mit 30 Mitgliedern ca. ein 

Drittel dieser. Die BMPs können entsprechend ihrer strukurellen Übereinstim-

mung in 3 Untergruppen unterteilt werden. So werden die hoch homologen 

BMP-2 und BMP-4, sowie Drosophila Decapentaplegic (dpp) zur ersten Unter-

gruppe der BMPs zusammengefasst. BMP-5, BMP-6, BMP-7, auch als Osteo-

genic protein-1 (OP-1) bezeichnet, BMP-8 (OP-2) sowie Drosophila 60A stellen 

die Mitglieder der zweiten Untergruppe dar. Eine dritte Untergruppe beinhaltet 

ausschließlich das auch Osteogenin genannte BMP-3 [Wozney 2002].  

1.4.1 Funktionen und Wirkung von BMPs 
 

BMPs konnten nicht nur in Knochengewebe, sondern auch in vielen anderen 

Organen des menschlichen Körpers nachgewiesen werden. Demnach spielen 

sie nicht nur bei der Steuerung der Knorpel- und Knochenmorphogenese eine 

Rolle, sondern sind auch bei anderen Vorgängen, wie z. B. der Embryogenese 

und der Organentwicklung, beteiligt [Winnier et al. 1995, Vukicevic et al. 1994]. 

Prozesse wie die Proliferation, Differenzierung, Apoptose, Neurogenese und die 

Bildung des Mesoderms ebenso wie die Entwicklung von der Niere, der Lunge, 

des Herzens, des Gehirns, des Darms, der Zähne, der Extremitäten und der 

ursprünglichen Geschlechtszellen werden von BMPs beeinflusst und u. a. von 

diesen gesteuert [Kingsley 1994; Dudley et al. 1995; Hogan 1996; Graff 1997; 

Ebendal et al. 1998; Wozney 1998]. Bei der Wundheilung z. B. konnte ein zeitli-

cher Unterschied im Erscheinen einzelner BMPs beobachtet werden [Bostrom 

et al. 1995; Yu et al. 2002]. Mit diversen Knockout-Experimenten konnte die 

Beteiligung verschiedener BMPs nicht nur bei der Skelettentwicklung aufgezeigt 

werden. Mäuse mit vollständigem BMP-2 und BMP-4 Defekten starben bereits 

im Uterus [Winnier et al. 1995; Zhang und Bradley 1996]. BMP-7 Nullmäuse 
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überlebten bis kurze Zeit nach der Geburt und zeigten nur schwache Abnorma-

litäten das Extremitätenskelett betreffend, jedoch Augen- und Nierenfehlbildun-

gen [Dudley et al. 1995, Luo et al. 1995]. Nach Deletion des Gens für BMP-5 

konnte eine sog. „short ear mouse“ beobachtet werden, was auf eine Reduktion 

der Knorpelbildungsrate zurückzuführen war. Diese Tiere waren jedoch lebens-

fähig und fruchtbar [Kingsley et al. 1992]. Ein bei der Geburt normales Skelett 

wiesen BMP-6 Nullmäuse auf, was ein Zeichen dafür ist, dass BMP-6 keinen 

Einfluss auf die enchondrale Ossifikation hat [Solloway et al. 1998]. Daraus 

lässt sich also folgern, dass BMPs eine zentrale Rolle bei Differenzierungsvor-

gängen in verschiedenen Abschnitten der Entwicklung eines Organismus über-

nehmen.  

Wie wirkt aber nun ein BMP speziell auf die osteogene Differenzierung mesen-

chymaler Stammzellen? Im Detail sind diese Mechanismen bis heute nicht be-

kannt und es bedarf weiterer Forschung. Man weiß bereits, dass BMPs und 

Faktoren der FGF- und TGF-β-Familie von Osteoblasten sezerniert werden und 

als exogene Faktoren Einfluss auf die Proliferation und Differenzierung mesen-

chymaler Stammzellen haben [Ducy et al. 1997]. BMPs induzieren die Bildung 

von Knochengewebe durch enchondrale Ossifikation. Primär entsteht knorpeli-

ges Gewebe, welches im weiteren Verlauf kalzifiziert und zu Knochengewebe 

umstrukturiert wird [Hogan 1996, Wozney et al. 1998, Gitelman et al. 1994]. Im 

Gegensatz zur regulierenden und proliferationsfördernden Wirkung verschiede-

ner Mitogene, wie z. B. IGF-1 und IGF-2, TGFs, PDGFs und FGFs, verfügen 

BMPs über osteoinduktive Eigenschaften. Somit können sie eine Knochenneu-

bildung (de novo Osteoinduktion) sogar in Gewebe induzieren, das normaler-

weise nicht ossifiziert [Lecoeur und Ouhayoun 1997]. Die Untersuchungen wur-

den mit rekombinanten BMPs durchgeführt. BMP-2, BMP-4, BMP-7 und BMP-9 

konnten als hochpotente knocheninduktive Substanzen identifiziert werden 

[Kübler 2002, Wozney et al. 1988]. Kübler 2002: „Bisher konnte die Osteoinduk-

tivität für die Proteine von BMP-2 bis BMP-7 nachgewiesen werden, wobei die 

Bedeutung der einzelnen Vertreter variiert.“ Marker-Gene wie Osteopontin, 

Osteokalzin, Typ-I-Kollagen und die Alkalische Phosphatase werden u. a. nach 
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BMP-induzierter Osteogenese exprimiert. Die Untersuchung der Genexpression 

konzentrierte sich in dieser Arbeit neben den Transkriptionsfaktoren Runx2 und 

Osterix vor allem auf die o. g. Gene.  

1.4.2 Signalübertragung 
 

Im Grunde verläuft die Signalübertragung der BMPs genau wie jede andere 

Signalübertragung einer Zelle ab. Ein Protein bindet an einen spezifischen Re-

zeptor der Zellmembran. Dieser löst dadurch eine intrazelluläre Kaskade von 

Reaktionen aus, die schlussendlich spezifische Gene aktiviert und somit z. B. 

eine bestimmte Proteinsynthese induziert. Ein Schema zur Signaltransduktion 

zeigt Abb. 5.  

Die BMP-Rezeptoren gehören der Gruppe der transmembranären Serin-

Threonin-Kinase-Rezeptoren an. Man unterscheidet zwischen zwei Grundty-

pen: den Typ I und den Typ II Rezeptoren [Yamashita et al. 1996, Kawabata et 

al. 1998]. Diese werden weiter in je 3 Subtypen unterteilt, die ein oder mehrere 

BMPs binden können. Bezeichnet werden sie als BMPR-IA, BMPR-IB und 

ActR-I (ALK-2) (Typ I Rezeptor) bzw. BMPR-II, ActR-II und ActR-IIB (Typ II Re-

zeptor). Während BMP-4 ausschliesslich mit den Typ I Rezeptoren BMPR-IA 

und BMPR-IB eine Bindung eingehen kann, ist BMP-2 in der Lage zusätzlich 

den Typ I Rezeptor ActR-I zu nutzen [ten Dijke et al. 1994, Koenig et al. 1994]. 

Für alle 3 Subtypen der Typ II Rezeptoren kommt BMP-2 als Ligand in Frage; 

BMP-4 hingegen nur bei Typ II Rezeptor BMPR-II [ Liu et al. 1995, Nohno et al. 

1995, Rosenzweig et al. 1995, Hoodless et al. 1996]. Das Bestreben der BMPs 

an einen der Rezeptoren zu binden wird sowohl von der Zellart als auch von der 

Rezeptordichte beeinflusst [ten Dijke et al. 1994, Yamashita et al. 1996]. Für 

eine erfolgreiche Signalübertragung ist sowohl ein Typ I Rezeptor als auch ein 

Typ II Rezeptor erforderlich [Liu et al. 1995]. Nach Binden des BMP an einen 

Typ II Rezeptor wird der Typ I Rezeptor durch Phosphorylierung aktiviert, was 

wiederum  zur Aktivierung der R-Smads (Receptor regulated small mothers a-

gainst decapentaplegic 1, 5 und 8) führt.  
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Abb. 5 Schema der BMP-Signaltransduktion:      

1) Noggin bindet an BMPs und antagonisiert bereits extrazellulär die Signalkaskade 

2) Smad6 bindet an den BMPR-I-Rezeptor und verhindert somit die Aktivierung von 

Smad1.  

3) Tob interagiert mit BMP-aktivierten Smad Proteinen und antagonisiert die 

Signaltransduktion intrazellulär.  

4) Smurf1 interagiert mit Smad1 und Smad5 und vermittelt deren Abbau. 

5) Smurf1 vermittelt ebenso den Abbau von Runx2 im Nukleus.  

6) Smurf1 kann mit Smad6 einen Komplex eingehen und im Zytoplasma den 

BMPR-I degenerieren.  

[Quelle: Chen et al. 2004] 
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Die nun durch die Rezeptor-Kinase phosphorylierten R-Smads binden an die C-

Smads (Smad 4), wodurch sie als Komplex in den Zellkern translozieren und 

mit Hilfe von Koaktivatoren an bestimmte Gene binden können. Auf diese Wei-

se sind sie als Transkriptionsfaktoren an der Regulation der Expression ver-

schiedener Gene beteiligt [Heldin et al. 1997, Miyazono et al. 2001, Yamamoto 

et al. 1997]. Die intrazelluläre Weiterleitung des Signals unterliegt weiteren Me-

chanismen. Sogenannte i-Smads (inhibitorische Smads: Smad 6 und Smad 7) 

können an phosphorylierte R-Smads binden und somit die Weiterleitung in den 

Zellkern verhindern [Yamaguchi et al. 2000, Sakou et al. 1999, Imamura et al. 

1997, Nakao et al. 1997]. Im Zellkern selbst existieren Korepressoren, die die 

Bindung des Smad-Komplexes an ein Gen blockieren können. Extrazellulär gibt 

es weitere Moleküle die mit unterschiedlich hoher Affinität an BMPs binden 

können und somit eine Rezeptorbindung bzw. eine Wirkung inhibieren. Zu den 

BMP-Antagonisten gehören Noggin, Chordin, Sclerostin, Follistatin und die Mit-

glieder der DAN-Familie. Im Gegensatz dazu kann die Wirksamkeit der BMPs 

wiederum gesteigert werden, indem extrazelluläre Matrixbestandteile wie Hepa-

ransulfat oder Kollagen IV das BMP stabilisieren bzw. das Wegdiffundieren in 

umliegendes Gewebe verzögern [Balemans und van Hul 2002, Hsu et al. 1998, 

Kusu et al. 2003, Winkler et al. 2004, Zimmerman et al. 1996, Piccolo et al. 

1996, Iemura et al. 1998].  

Die Wirkungen, die durch das BMP-vermittelte Signal induziert werden, führen 

letztlich zur Differenzierung von Osteoprogenitorzellen oder mesenchymaler 

Stammzellen zu Osteoblasten und damit zur Bildung von Knochengewebe.  
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1.5 Fragestellung 
 

Um Knochendefekte in allen Bereichen des menschlichen Organismus und der 

Medizin zu rekonstruieren, ist bis heute das autologe Knochentransplantat das 

Mittel der Wahl. Im Gegensatz zu alloplastischen und xenogenen Materialien 

ruft patienteneigener Knochen nie immunologische Reaktionen hervor und ent-

hält in seiner Matrix regenerationsförderne Substanzen, die ein schnelles Ein-

heilen unterstützen. Leider birgt die Knochenregeneration mit autologen Trans-

plantaten auch Probleme in sich. Zum einen kann nur eine begrenzte Menge an 

Knochen gewonnen werden und zum anderen kann die Morbidität der Entnah-

mestelle postoperative Schmerzen und Sensibilitätssörungen mit sich bringen. 

Somit stellt das Knochen Tissue Engineering mit Hilfe von patienteneigenen 

mesenchymalen Stammzellen eine ernstzunehmende Methode zur Knochenre-

generation dar. Dies erfordert jedoch, dass verschiedenen Stammzelltypen und 

deren Differenzierungswege eingehend untersucht, charakterisiert und verstan-

den werden, um den Erfolg von Tissue Engineering Applikationen zu verbes-

sern.  

Zahlreiche Studien haben gezeigt, dass Zellen aus der Kambium-Schicht des 

Periosts Stammzelleigenschaften besitzen. Es gibt Vorteile, die die Verwen-

dung periostaler Stammzellen gegenüber Stammzellen aus dem Knochenmark 

favorisieren. Da MSCs im Knochenmark nur zu einem geringen Prozentsatz 

vorhanden sind, ist ein großes Entnahmevolumen nötig, um ausreichend MSCs 

zu gewinnen. Im Gegensatz dazu ist die Zellausbeute schon bei einem kleinen 

Gewebestück Periost ausreichend, um die Zellen erfolgreich kultivieren und 

differenzieren zu können. Des Weiteren ist die operative Entnahme eines peri-

ostalen Gewebestücks ein weitaus kleinerer Eingriff mit geringen Risiken für 

den Patienten als die für die Gewinnung mesenchymaler Stammzellen aus dem 

Knochenmark notwendige Knochenmarkspunktion. Zudem besteht die Möglich-

keit eine notwendige Operation mit der Entnahme eines Perioststücks zu kom-

binieren, was nicht nur ein Vorteil für den Patienten darstellt, sondern auch 

heutzutage immer wichtiger werdenden betriebswirtschaftlichen Anforderungen 

genügt. 
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Ein weiteres Problem zeigt sich bei der Kultivierung der Zellen. Je länger Zellen 

in vitro kultiviert werden, desto mehr verändern sich ihre ursprünglichen Eigen-

schaften. Es stellt sich nun die Frage, wie man die Zeit, die die Zellen in vitro 

verbringen, verkürzen kann. Also müssen wir uns fragen, wie und ob die osteo-

gene Differenzierung der periostalen Stammzellen beschleunigt oder verbessert 

werden kann. Da nachgewiesen wurde, dass BMP-2 und BMP-4 wichtige Regu-

latoren und Faktoren während der Frakturheilung darstellen [Bostrom et al. 

1995, Nakase et al. 1994], haben wir uns dazu entschieden, diese vergleichend 

einzusetzen. Ziel der Arbeit war es nun zu eruieren, welche Wirkung BMP-2 

und BMP-4 auf die Genexpression periostaler Zellen während der osteogenen 

Differenzierung bezüglich der osteogenen Marker haben, und ob es diesbezüg-

lich bzw. bezüglich der Kalzifizierung Unterschiede zwischen der BMP-2- und 

BMP-4-Induktion gibt.  
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2 Material und Methoden 

2.1 Zellkultur 
 

Zum Spenden des Periostgewebes wurden geeignete Patienten vor einer Ope-

ration in der Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgischen Abteilung der BG-

Unfallklinik Tübingen über die Entnahme eines ca. 1 cm2 großen Perioststückes 

aufgeklärt. Hierfür lag ein Votum der Ethikkommision der Universität Tübingen 

(Nr. 1671-0-0) vor. Je nach Lokalisation der Operation stammte das Periostge-

webe von verschiedenen Teilen des Gesichtsschädels. Nach der vorsichtigen 

Präparation mit Skalpell und Raspatorium wurde das Gewebestück zum Trans-

port in ein dicht verschließbares und mit physiologischer Kochsalzlösung gefüll-

tes Behältnis gegeben. 

Unter sterilen Bedingungen des molekularbiologischen Labors (Sterilbank, Fir-

ma BDK Luftraum-Reinraumtechnik GmbH, Sonnenbühl, Germany) wurde das 

frisch gewonnene Periostgewebe aufgearbeitet. Hierzu wurde es in eine sterile 

Petrischale überführt und mit 1 ml PBS (Phosphate Buffered Saline (140 mM 

NaCl; 27 mM KCl; 7,2 mM Na2HPO4; 14,7 mM KH2PO4; 0,0095 M (PO4); Firma 

BioWhittaker, USA) zum Schutz vor Austrocknung versehen. Nun wurde das 

Gewebestück mit sterilen Einmalskalpellen (Firma Martin, Tuttlingen, Germany) 

mechanisch zerkleinert, in ein 50 ml Röhrchen pipettiert und bei 1400 rpm ab-

zentrifugiert (Zentrifuge 5804 R, Firma Eppendorf, Hamburg, Germany). Jetzt 

folgte der Vorverdau des Periostgewebes, wozu es mit 2 ml Dispase II 

(2,4 U/ml, Roche Applied Sciences, Mannheim, Germany) und 2 ml Collagena-

se (1500 U/ml, Firma Sigma, Steinheim, Germany) bei 37°C für 30 Minuten im 

Wasserbad (Firma Memmert, Schwabach, Germany) inkubiert wurde. Danach 

wurde der Gewebebrei erneut abzentrifugiert und es folgte der Hauptverdau, 

bei dem das Gewebe mit 4 ml Collagenase für 90 Minuten bei 37°C inkubiert 

wurde. Nach wiederholtem Abzentrifugieren wurde das Pellet in DMEM-

Normalmedium aufgenommen und in eine Zellkulturflasche überführt, um es im 

Brutschrank (Firma Haereus Typ Hera Cell 150, Hanau, Germany) unter Stan-

dardbedingungen bei 37°C und 5 % CO2 zu kultivieren. Das DMEM-

Normalmedium bzw. Kontrollmedium setzte sich immer aus 440 ml DMEM (In-
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vitrogen-Bio-Source Europe, Nivelles, Belgium), 50 ml FCS (fötales Kälberse-

rum, Sigma-Aldrich, Steinheim, Germany), 5 ml Penicillin-Streptomycin 

(Cambrex, Walkersville, USA) und 5 ml Fungizone (Biochrom AG, Berlin, Ger-

many) zusammen. 

Die nun gewonnen Zellen wurden zweimal pro Woche einem Mediumwechsel 

unterzogen und bei Bedarf 1:2 umgesetzt. Hierzu wurden sie nach dem Wa-

schen mit PBS durch die Zugabe von 0,05 %-igem Trypsin (3 ml Trypsin (200 

mg/l Versene (EDTA), 500 mg/l Trypsin 1:250), Cambrex, Walkersville, USA) 

vom Boden der Kulturflasche abgelöst, bei 1400 rpm abzentrifugiert und ent-

sprechend auf neue Zellkulturflaschen verteilt.  

Um die Zellen für einen längeren Zeitraum aufzubewahren, wurden sie in Flüs-

sigstickstoff kryokonserviert. Hierzu wurde ein Medium verwendet, das zu 70 % 

aus DMEM-Normalmedium, 20 % FCS und 10 % DMSO (Dimethylsulfoxid, Fir-

ma Sigma, Steinheim, Germany) bestand. Nachdem die Zellen wie gewohnt mit 

PBS gewaschen, abtrypsiniert und bei 1400 rpm abzentrifugiert worden waren, 

wurden sie mit dem oben beschriebenen Medium resuspendiert und zu glei-

chen Teilen von ca. 1,8 ml auf Kryoröhrchen aufgeteilt. Dabei entsprach die 

Zellmenge einer Kulturflasche derer eines Kryoröhrchens. Das nun mit Zellsus-

pension befüllte Kryoröhrchen wurde für 2 Stunden bei -20°C, für 24-

72 Stunden bei -70°C aufbewahrt und danach in Flüssigstickstoff überführt. 

Induktion der osteogenen Differenzierung 

Für die Induktionsversuche wurden Periostzellen der fünften bis zur siebten 

Passage verwendet. Um die Differenzierung der Periostzellen zu knochenbil-

denden Zellen einzuleiten, wurden 3 Medien verwendet. Das sogenannte OB-

Medium (Osteoblastenmedium) bestand aus der benötigten Menge DMEM-

Normalmedium, 100 µl L-Ascorbinsäure-2-phosphat (100 µM, Sigma-Aldrich, 

Steinheim, Germany) pro 100 ml OB-Medium, 1000 µl β-Glycerophosphat 

(10mM, Sigma-Aldrich, Steinheim, Germany) pro 100 ml OB-Medium und 40 µl 

Dexamethason (4 µM, Sigma-Aldrich, Steinheim, Germany) pro 100 ml OB-

Medium. Zum direkten Vergleich der Wirkung von BMP-2 und BMP-4 wurden 

zwei weitere Medien verwendet. Zum einen das sogenannte OB/BMP-2-
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Medium, welches sich aus der benötigten Menge an OB-Medium und 100 µl 

BMP-2 (100 ng/ml, Cell Systems, St Katharinen, Germany) pro 100 ml 

OB/BMP-2-Medium zusammensetzte, und zum anderen das sogenannte 

OB/BMP-4-Medium, das sich entsprechend aus der benötigten Menge an OB-

Medium und 87 µl BMP-4 (50 ng/ml, R&D Systems, Minneapolis, USA) pro 

100 ml OB/BMP-4-Medium ergab. Als Kontrollmedium diente immer das 

DMEM-Normalmedium ohne osteogenen Substanzen. 

Für die Versuchsansätze wurden die Zellen nach kurzem Waschen mit PBS 

abtrypsiniert, bei 1400 rpm abzentrifugiert und mit DMEM-Normalmedium re-

suspendiert, um das verwendete Trypsin zu deaktivieren. Für die Zellzählung 

wurde die Trypanblau-Färbung verwendet. Dieser Farbstoff färbt die abgestor-

benen Zellen, deren Zellmembran beschädigt und dadurch porös ist. Anschlies-

send konnte mit Hilfe einer Neubauer Zählkammer unter dem Mikroskop (Firma 

Hund, Wetzlar, Germany) die absolute Zellzahl ermittelt und die entsprechende 

Zelldichte ausgesät werden. Es kamen 75 cm2 Zellkulturflaschen, 96-, 24- und 

6-Well Platten zur Verwendung. Die Zellkulturflaschen bzw. -Platten wurden 

also mit der entsprechenden Menge an Zellsuspension versehen und mit 

DMEM-Normalmedium auf 10 ml (für Zellkulturflaschen), auf 2 ml (für 6-Well 

Platten) und auf 1 ml (für 24-Well Platten) aufgefüllt. Die 96-Well Platte kam nur 

bei der Bestimmung der Proliferation zu Anwendung und wird deshalb erst spä-

ter näher erläutert. 24 Stunden nach der Aussaat fand die Induktion, welche 

dem Tag 0 der Differenzierung entspricht, statt. Hierzu wurde das DMEM-

Normalmedium abgesaugt und die Zellkulturflaschen bzw. -Platten mit Kontroll-, 

OB-, OB/BMP-2- bzw. OB/BMP-4-Medium versehen. Der Beobachtungs- und 

Untersuchungszeitraum der Differenzierung endete mit dem Tag 21. Die Zeit-

punkte der Untersuchungen werden bei den verschiedenen Verfahren erläutert.  

 

2.2 Histologisch-chemische Färbungen 
 

Die Versuchsansätze für die histologisch-chemischen Färbungen wurden in 6-

Well Platten vorgenommen, wovon 4 Wells mit je 40.000 Zellen beimpft wurden. 

Untersuchungszeitpunkte waren Tag 5, Tag 10 und Tag 20 für den Alkalische-
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Phosphatase-Nachweis und lediglich Tag 20 für die Alizarin- bzw. von Kossa 

Färbung, da zu früheren Zeitpunkten (Tag 5, Tag 10) keine Kalzifizierung sicht-

bar wurde. Alle Färbungen wurden bei Raumtemperatur und unsterilen 

Bedingungen durchgeführt. 

2.2.1 Alkalische-Phosphatase-Nachweis 
 

Die alkalische Posphatase ist ein Enzym, das u. a. am Knochenstoffwechel be-

teiligt ist und einen frühen Marker der Osteogenese darstellt. Die Aktivität die-

ses Enzyms ist bei osteogen differenzierten mesenchymalen Stammzellen im 

Gegensatz zu unbehandelten mesenchymalen Stammzellen deutlich erhöht. 

Das Prinzip der Färbung beruht darauf, dass die Alkalische Phosphatase das 

Naphthol AS-MX von dem Substrat Naphthol AS-MX Phosphat abspaltet, wel-

ches sich mit einem Diazoniumsalz (Fast Violet B Salt) verbindet und an Stellen 

hoher Aktivität der Alkalischen Phosphatase als unlösliches Pigment ausfällt. Es 

wurde das Alkalische Phosphatase-Kit der Firma Sigma-Aldrich (Steinheim, 

Germany) verwendet.  

Zunächst wurden die Fixierlösung und die Färbelösung hergestellt. Um die Fi-

xierlösung herzustellen wurden 2 Volumina der 2 %igen Zitratlösung (2 ml Zit-

ratkonzentratlösung und 100 ml Aqua dest.) mit 3 Volumina Azeton verdünnt. 

Für die Färbelösung wurde der Inhalt einer Fast Violet B Kapsel in 18 ml Aqua 

dest. aufgelöst und mit 0,75 ml Naphthol AS-MX Phosphat Alkalilösung ge-

mischt. Nun wurde das Medium abgesaugt, der Zellrasen mit PBS gewaschen 

und für 30 Sekunden mit Fixierlösung (1 ml pro Well) versehen. Nach dem Wa-

schen mit Aqua dest. (45 Sekunden) wurden die Zellen mit der Färbelösung für 

30 Minuten unter Lichtausschluss inkubiert. Darauf folgte nochmals eine gründ-

liche Waschung mit Aqua dest. (2 Minuten) und die Färbung der Zellkerne mit 

Mayer’s Hämatoxylin-Lösung (1 ml pro Well) für 10 Minuten. Abschließend wur-

den die Zellen zweimal mit Leitungswasser gewaschen und unter dem Mikro-

skop fotografiert. Bereiche mit hoher Alkalischer Phosphatase Aktivität stellten 

sich rot, die Zellkerne blau dar.  
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2.2.2 Qualitative Bestimmung der Kalziumphosphat-Präzipitate 
 

Die Von Kossa sowie die Alizarin Färbung sind Standardverfahren, die die Kal-

ziumphosphatablagerungen osteogen differenzierter mesenchymaler Stamm-

zellen einfärben und diese somit qualitativ nachweisen können. 

2.2.2.1 Alizarin Färbung 
 

Die einzelnen Reagenzien wurden in einer Menge von ca. 2 ml pro Well ver-

wendet. Zunächst wurde das Medium entfernt, die Zellen mit PBS gewaschen 

und mit 2 ml Tris-HCl (1:1 mit NaCl verdünnt) versehen. Danach erfolgte die 

Fixierung der Zellen mit Methanol für 2 Minuten bei -20°C. Nach vorsichtigem 

Abpipettieren des Methanols, 5 Minuten Lufttrocknen und 2 Minuten Waschen 

mit Ampuwa-Wasser, wurden die Zellen mit 1,37 %-igem Alizarinrot S (pH 4) für 

20 Minuten inkubiert. Nun folgte ein 5-minütiger Waschgang mit 4 ml destillier-

tem Wasser, eine 15-minütige Inkubation mit PBS und erneutes Fixieren mit 

Ethanol bei -20°C für 2 Minuten. Anschliessend ließ man die Zellen lufttrocken 

und es folgte die fotographische Dokumentation. 

2.2.2.2 Von Kossa Färbung 
 

Ebenso wie bei der Alizarin-Färbung kamen die einzelnen Reagenzien in einer 

Menge von ca. 2 ml pro Well zu Verwendung. Nach dem Absaugen des Medi-

ums und dem Waschen mit PBS wurden die Zellen mit Ethanol abs. bei -20°C 

für 15 Minuten fixiert. Danach folgten 2 Waschgänge mit destilliertem Wasser. 

Unter Lichtausschluss wurden die Zellen dann für 1 Stunde bei Raumtempera-

tur mit 5 %-iger Silbernitratlösung inkubiert. Nach wiederholtem zweimaligen 

Waschen mit destilliertem Wasser erfolgte die Zugabe einer Natrium-Carbonat-

Lösung (bestehend aus 5 g Na2CO3 gelöst in 75 ml Wasser und 25 ml 36%-iger 

Formaldehydlösung), die nach 2 Minuten wieder abgesaugt wurde. Nach einem 

erneuten Waschschritt schloss sich eine zweiminütige Inkubation mit Natrium-

Thiosulfat (5 g Na-Thiosulfat gelöst in 100 ml Wasser) an. Nun wurde nochmals 

zweimal ausgiebig mit destilliertem Wasser gespült, die Zellkerne mit Eosin für 
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3 Minuten gegengefärbt, erneut zweimal mit destilliertem Wasser gespült und 

die Färbeergebnisse fotographisch dokumentiert. 

 

2.3 Quantitative Bestimmung der Kalziumphosphat-
Präzipitate 

 

Die Versuchsansätze für die quantitative Bestimmung der Kalziumphosphat-

präzipitate wurden in 24- und in 6-Well Platten vorgenommen. 4 Wells der 6-

Well Platten wurden hierbei wie bei den histologischen Färbungen mit je 40.000 

Zellen und 12 (in Triplikaten) Wells der 24-Well Platten wurden entsprechend 

ihrer Fläche mit je 7900 Zellen versehen, wobei immer 3 Wells mit demselben 

Medium versehen wurden. Zeitpunkte der Untersuchung waren Tag 14, Tag 17 

und Tag 21 der Osteogenese, da Kalziumablagerungen erst im späten Ab-

schnitt der Differenzierung vorzufinden sind. Grundlage des Versuchs ist die 

Färbung der Kalziumphosphatpräzipitate mit Alizarin. Der nach erfolgter Fär-

bung im Zellrasen enthaltene Farbstoff wird mit Essigsäure herausgelöst und 

mit Hilfe einer Standardreihe desselben Farbstoffes photometrisch quantifiziert 

Auf diese Weise kann man Rückschlüsse auf den Kalziumgehalt und somit über 

den Grad der osteogenen Differenzierung der periostalen Stammzellen ziehen. 

Für diese Methode wurde das Osteogenesis Quantitation Kit (Firma Chemicon 

International Deutschland, Hofheim, Germany) verwendet. Beinhaltete Kompo-

nenten waren die Alizarin Rot S Lösung (40 mM), 10 %-ige Essigsäure, 10 %-

iges Ammoniumhydroxid und 10X ARS Puffer.  

Nach Entfernen des Mediums und dem Waschen mit PBS (1 ml pro Well der 

24-Well Platte, 2 ml pro Well der 6-Well Platte) wurden die Zellen mit 4 %-igem 

Formaldehyd 15 Minuten lang bei Raumtemperatur fixiert. Nun folgte das vor-

sichtige Absaugen des Formaldehyds und dreimaliges Waschen für je 

5 Minuten mit destilliertem Wasser (1 ml pro Well der 24-Well Platte, 2 ml pro 

Well der 6-Well Platte). Nach dem letzten Waschgang wurde das destillierte 

Wasser abgesaugt und die Zellen mit Alizarin Rot S Lösung (1 ml pro Well der 

24-Well Platte, 1,5 ml pro Well der 6-Well Platte) für mindestens 20 Minuten bei 

Raumtemperatur inkubiert. Die nun rot gefärbten Bereiche zeigten die Kalzi-
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umphophatpräzipitate. Daraufhin wurde die Lösung vorsichtig abpipettiert und 

die Zellen viermal für 5 Minuten mit destilliertem Wasser (1 ml pro Well der 24-

Well Platte, 2 ml pro Well der 6-Well Platte) bei leichtem Schwenken auf einem 

Schüttler bei 100 rpm gewaschen.  

Um die Quantifizierung durchführen zu können, musste der Alizarin Farbstoff 

herausgelöst werden. Hierzu wurde 10 %-ige Essigsäure (400 µl pro Well der 

24-Well Platte, 1.924 µl pro Well der 6-Well Platte) dazugegeben und für 30 Mi-

nuten bei 180 rpm geschwenkt. Die jetzt nur noch leicht am Boden der Wells 

haftende Zellschicht konnte mit einem Zellschaber abgelöst und samt der 

Essigsäure in ein Eppendorf-Röhrchen überführt werden. Nach 30-sekündigem 

Mischen auf einem Vortexer, wurde der meist noch zusammenhängende Zell-

verband gelöst. Um den Farbstoff endgültig aus dem Zellverband zu lösen, 

wurde das Gemisch für 10 Minuten bei 85°C und 700 rpm inkubiert (Thermo 

Shaker, Firma Eppendorf, Hamburg, Germany). Nach dem Kühlen auf Eis für 

5 Minuten wurden die Zellen für 15 Minuten bei 14.000 rpm abzentrifugiert.  

In dieser Zeit wurde die Standardkurve vorbereitet. Hierzu wurde zunächst der 

im Kit enthaltene 10X ARS Puffer 1:10 mit destilliertem Wasser verdünnt. Die-

ser Puffer fungierte im Folgenden als Verdünnungsmedium. Zunächst wurde 

die Alizarin Rot S Lösung 1:20 verdünnt, um eine 2 mM Lösung zu erhalten. 

Ausgehend von dieser Konzentration wurde eine 1:2 Verdünnungsreihe bis zu 

einem Bereich von ca. 0,98 µM hergestellt. Die Standardreihe wurde je nach 

Farbintensität in einem niedrigen oder hohen Konzentrationsbereich gewählt. 

Nach dem Abzentrifugieren wurde der den Farbstoff enthaltende Überstand in 

neue Eppendorf Gefäßen überführt und mit ca. 150 µl bzw. ca. 722 µl 10 %-

igen Ammoniumhydroxid neutralisiert. Diese nun gewonnenen Samples wurden 

ebenso wie der Blank und die Standards auf dieselbe 96-Well Platte (2 Wells 

pro Sample, 150 µl pro Well) überführt. Mit Hilfe des Elisa-Readers (Modell ELX 

800, Firma BioTek, Bad Friedrichshall, Germany) wurden die Extinktionen bei 

einer Wellenlänge von λ=405 nm gelesen und anhand der Standardkurve von 

der KC4-Software in Konzentrationen umgerechnet. Die somit erhaltenen Werte 

wurden in eine Excel-Tabelle überführt und gespeichert. 
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2.4 Proliferationstest 
 

Für den Proliferationstest wurden die Zellen zunächst in 6-Well Platten ausge-

sät. Ein Tag vor der Messung der Proliferation (an Tag 4, 9 und 19) wurden die 

Zellen mit einer Zelldichte von 3000 Zellen pro Well in eine 96-Well Platte um-

gesetzt. Zeitpunkte der Untersuchung waren Tag 5, Tag 10 und Tag 20 der 

Osteogenese. Zur Verwendung kam der Proliferationstest EZ4U (Firma Biozol, 

Eching, Deutschland). Diese Methode beruht darauf, dass vitale Zellen über 

vitale Mitochondrien verfügen, die in der Lage sind, die hinzugegebenen 

schwach gefärbten Tetrazoliumsalze aufzunehmen und in intensiv gefärbte 

Formazanderivate umzuwandeln. Das zur Reduktion der Tetrazoliumsalze be-

nötigte intramitochondriale System wird wenige Minuten nach dem Zelltod e-

benso inaktiv. Eine Verringerung der Reduktionsrate des Testsubstrates hat 

somit eine Abnahme der gemessenen Absorption zur Folge.  

Am Tag der Messung (Tag 5, 10 und 20) wurde das Medium abgesaugt, 200 µl 

frisches Medium und 20 µl Substrat hinzupipettiert. Nach vierstündiger Inkubati-

on bei 37°C und 5 % CO2 wurde die Extinktion bei einer Wellenlänge von 

λ=450 nm (mit einer Referenzwellenlänge von λ=630 nm) gemessen. Gemes-

sen wurden je 15 Wells pro Versuchsbedingung (KO, OB, OB/BMP-2 und 

OB/MP-4) und je 5 Wells mit DMEM-Normalmedium und OB-Medium (ohne 

Zellen) für den Blank. Die mit Hilfe der KC4-Software errechneten Mittelwerte 

(abzüglich der Blanks) wurden in eine Excel-Tabelle überführt und gespeichert. 

 

2.5 Bestimmung der Genexpression 
 

Der Versuchsansatz für die Bestimmung der Genexpression wurde in Zellkultur-

flaschen (je 1 Zellkulturflasche für KO-, OB-, OB/BMP-2-, OB/BMP-4-Medium) 

vorgenommen. Untersuchungszeitpunkte waren entsprechend den Färbungen 

und den Proliferationstests die Tage 5, 10 und 20. Für Tag 5 wurden 

1x106 Zellen, für Tag 10 0,75x106 Zellen und für Tag 20 0,5x106 Zellen ausge-

sät. Die Extraktion der RNA fand unter unsterilen Bedingungen und bei Raum-

temperatur statt. 
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2.5.1 RNA Extraktion 
 

Für die RNA-Extraktion kam das RNeasy Minikit (Firma Qiagen, Hilden, Ger-

many) zum Einsatz. Nach Absaugen des Mediums und Zugabe von 10 ml PBS 

(pro Flasche) wurde der Zellrasen unter dauernder Eiskühlung mit Hilfe eines 

Zellschabers vom Boden der Zellkulturflasche gelöst und in ein 15 ml Röhrchen 

überführt. Dem Abzentrifugieren der Zellen bei 1400 rpm und Entfernen des 

Überstandes schloss sich die Zelllyse mit Hilfe von 350 µl des gebrauchsferti-

gen RLT-Puffers (1 ml des im Kit enthaltenen RLT-Puffers wurde mit 10 µl β-

Mercaptoethanol versehen) an. Um die DNA/RNA auszufällen, wurden 350 µl 

70 %-iges Ethanol hinzugefügt und zum Homogenisieren dreimal mit einer Insu-

linspritze auf- und abpipettiert. Das Gesamtvolumen von 700 µl wurde auf ein 

im Kit enthaltenen Säulchen pipettiert und bei 10.000 rpm für 15 Sekunden ab-

zentrifugiert. Die ausgefällten Nukleinsäuren blieben in der Membran der Säule 

gebunden, der Durchfluss wurde verworfen. Zum Waschen der sich auf der 

Membran befindenden Nukleinsäuren wurde je Säule 350 µl RW1-Puffer 

(gebrauchsfertig im Kit enthalten) zugegeben, wiederum bei 10.000 rpm für 

15 Sekunden zentrifugiert und der Durchfluss verworfen. Nun folgte die Elimina-

tion der DNA, indem 80 µl einer gebrauchsfertigen DNAse-Lösung (70 µl RDD-

Puffer + 10 µl DNAse-Stocklösung) hinzupipettiert und für 20 Minuten bei 

Raumtemperatur inkubiert wurde. Nach dieser Inkubation folgte ein weiterer 

Waschschritt mit 350 µl RW1-Puffer und zwei Waschritte mit 500 µl RPE-Puffer 

(im Kit enthaltener RPE-Puffer wurde mit 220 ml Ethanol absolut aufgefüllt). 

Nun schloss sich die Elution der RNA an, wobei die die RNA enthaltende 

Membran vorsichtig mit 40 µl RNAse-freiem Wasser (im Kit enthalten) über-

schichtet und für 1 Minute bei Raumtemperatur inkubiert wurde. Nach dem Ab-

zentrifugieren bei 10.000 rpm für 1 Minute, wurde die nun im Wasser gelöste 

RNA in ein frisches Eppendorf-Röhrchen abgefangen und bei -70°C gelagert.  
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2.5.2 c-DNA Synthese 
 

Um die RNA in c-DNA umschreiben zu können, musste zunächst die RNA-

Konzentration mit Hilfe eines Photometers (GeneQuant, GE Healthcare, Chal-

font St Giles, Great Britain) ermittelt werden. Grundlegend hierfür ist die Tatsa-

che, dass RNA ein Absorptionsmaximum bei einer Wellenlänge von λ=260 nm 

zeigt. Die Extinktion wird ebenso bei λ=280 nm gemessen, um den Proteinanteil 

zu bestimmen. Der Quotient dieser beiden Werte (260/280) sollte zwischen 1,5 

und 2,0 liegen; unter 1,5 liegt eine Kontamination mit Proteinen, über 2,0 mit 

Salzen vor. Somit dient dieser Quotient als Maß für die Reinheit der RNA-

Probe. Die RNA-Konzentration wird ermittelt, indem das Produkt aus Extinktion, 

Verdünnung und Extinktionskoeffizient (für RNA=40) gebildet wird. Als Leerwert 

dient das Lösungsmittel (in unserem Fall Ampuwa-Wasser).  

Für die c-DNA Synthese fand das Advantage RT-for-PCR Kit der Firma Clon-

tech (CA, USA) Verwendung. Dafür wurde die RNA-Probe 1:50 verdünnt (2 µl 

der RNA-Probe + 98 µl RNAse-freies Wasser), in eine Küvette überführt und die 

RNA-Konzentration (in µg pro ml) photometrisch bestimmt. Die für 1 µg RNA 

benötigte Menge wurde aus der RNA-Probe genommen, mit RNAse-freiem 

Wasser auf ein Volumen von 12,5 µl aufgefüllt, mit 1 µl Oligo-dT Primer verse-

hen und für 2 Minuten bei 70°C im Thermo-Cycler (Firma PeqLab, Erlangen, 

Germany) inkubiert. Nach sofortigem Kühlen auf Eis für 2 Minuten wurden 

6,5 µl Mastermix, bestehend aus 4 µl 5x Reaktionspuffer, 0,5 µl rekombinanter 

RNAse Inhibitor, 1 µl dNTP-Mix und 1 µl reverser Transkriptase hergestellt wur-

de (alles im Kit enthalten), zu den 13,5 µl Gemisch aus RNA, RNAse-freiem 

Wasser und Oligo-dT Primern hinzugegeben. Dieses Volumen von 20 µl wurde 

nun für 1 Stunde bei 42°C inkubiert, danach für 5 Minuten auf 95°C erhitzt und 

letztendlich auf 4-8°C gekühlt. Zum Schluss wurde die Probe mit 80 µl RNAse-

freiem Wasser auf ein Volumen von 100 µl aufgefüllt. Bis zur Durchführung der 

quantitativen PCR wurden die Proben bei -20°C gelagert. 
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2.5.3 Quantitative real-time Polymerase Ketten Reaktion 
 

Mit Hilfe der Methode der Polymerase Ketten Reaktion (PCR) kann DNA ver-

vielfältigt werden, indem spezifische Primer an komplementäre Bereiche der 

DNA binden und somit den zu amplifizierenden Bereich der DNA flankieren. Die 

aus dem Bakterium Thermus aquaticus isolierte, thermostabile DNA-

Polymerase (Taq-Polymerase) synthetisiert den neuen DNA-Strang dadurch, 

dass sie entsprechende Bausteine (Desoxynukleotid-triphosphate) einbaut. Die 

sich wiederholenden Zyklen einer PCR bestehen immer aus drei Schritten. Zu-

nächst wird die doppelsträngige DNA durch Erhitzen denaturiert und somit in 

Einzelstränge aufgetrennt. Danach folgt die Hybridisierung der Primer (Primer 

Annealing) durch Senkung auf die für die jeweilige Primer-spezifische Tempera-

tur. So können die Primer an komplementäre Stellen binden. Anschliessend füllt 

die Taq-Polymerase die neuen Stränge mit freien Nukleotiden auf, was als E-

longation oder Verlängerung bezeichnet wird. Mit jedem Zyklus verdoppelt sich 

somit die entstandene DNA, woraus ein exponentieller Anstieg der Ziel-DNA 

resultiert. Um einen quantitativen Nachweis erbringen zu können, wurde das 

LightCycler® 2.0 System (Roche Applied Science, Mannheim, Germany) einge-

setzt. Somit war es möglich Veränderungen der Genexpression der aus peri-

ostalen Stammzellen gewonnenen Zellkulturen exakt zu quantifizieren und dar-

zustellen. Grundlegend für die Quantifizierung ist die Anlagerung des Fluores-

zenzfarbstoffes SYBR Green I an doppelsträngige DNA. Die zunehmenden 

Fluoreszenzintensitäten spiegeln somit die aktuellen Mengen an doppelsträngi-

ger DNA in den jeweiligen Proben. Am Ende jeder Elongationsphase wird die 

Fluoreszenzintensität bei einer Wellenlänge von λ=530 nm gemessen und in 

einem Diagramm, in dem die Fluoreszenz gegen die Zyklen aufgetragen wird, 

dargestellt. Anhand dessen kann die Menge an PCR-Produkt zyklusweise ver-

folgt werden. 

Für die einzelnen PCR Reaktionen wurde zu 14 µl RNAse-freiem Wasser 2 µl 

c-DNA (generiert von 0,02 µg RNA), 2 µl Primermix (Search-LC, Heidelberg, 

Germany) und 2 µl DNA Master Sybr Green I mix (Roche Applied Science, 

Mannheim, Germany) hinzugegeben. Für alle untersuchten Zielgene wurden 
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spezifische Primer der Firma Search-LC (Heidelberg, Germany) verwendet, die 

speziell für den LightCycler entwickelt wurden. Die Amplifikation der Ziel-DNA 

erfolgte nach dem folgendem PCR-Protokoll: nach einem ersten 10-minütigen 

Denaturierungsschritt bei 95°C folgten 35-38 Zyklen, bei denen jeweils für 

10 Sekunden auf 95°C erhitzt, dann für 10 Sekunden auf 68°C abgekühlt und 

für 16 Sekunden auf 72°C erhitzt wurde. Die Temperaturveränderungsrate be-

trug dabei 20°C pro Sekunde. Die Annealingtemperatur wurde von anfänglichen 

68°C schrittweise (0,5°C pro Zyklus) auf 58°C gesenkt (Touch-down PCR). Die 

Analysen der Schmelzkurven von Primerdimeren bzw. spezifischen PCR Pro-

dukten erfolgten bei 95°C 10 Sekunden, 65°C 15 Sekunden, 95°C 

10 Sekunden, die Temperatur-Veränderungsrate betrug 0,1°C pro Sekunde. 

Die amplifizierten PCR Produkte wurden anschließend im 1,5 %-igem Agarose-

Gel aufgetrennt und auf die richtige Länge überprüft. Als externen Standard 

wurde ein Haushaltsgen, Glycerinaldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase 

(GAPDH), von dem angenommen wird, dass es in relativ konstanten Mengen 

exprimiert wird, gewählt. Die Kopienzahl des untersuchten Gens wurde auf die 

Kopienzahl des Haushaltsgens (GAPDH) bezogen, so dass die Quantifizierung 

als das Verhältnis Zielgen/Haushaltsgen ausgedrückt wurde. Für die Erstellung 

der Standardkurve dienten ebenfalls GAPDH-Standards (Search LC) mit be-

kannter Kopienzahl, aus denen man jeweils 3 Verdünnungsreihen herstellte 

(1:10 bis 1:1000).  

Untersucht wurde die Genexpression der Alkalischen Phosphatase (AP), des 

Osterix Gens (OSX), des Runx2 Gens (Cbfa1), des Insulin like growth factor-2 

(IGF-2), des Cartilage oligomeric matrix protein (COMP), des Osteopontin Gens 

(OPN), des Osteokalzin Gens (OC) und des Kollagen-I-α1 Gens (Koll1α1).  
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3 Ergebnisse 

3.1 Histologisch-chemische Färbungen 
 

Mit Hilfe der histologisch-chemischen Färbungen war es möglich das Patien-

tenmaterial zu strukturieren. Es wurde dahingehend unterschieden, ob unter 

den jeweiligen Bedingungen eine erfolgreiche osteogene Differenzierung der 

Periostzellen stattgefunden hat oder nicht. Hierzu diente der qualitative Nach-

weis von Kalziumphosphatablagerungen mittels der Von Kossa und Alizarin 

Färbung. Das untersuchte Patientenmaterial konnte somit in vier Gruppen un-

terteilt werden:  

 

Gruppe A:  Die Periostzellen sind unter OB, OB/BMP-2 und 

OB/BMP-4 Bedingungen kalzifiziert. 

Gruppe B:  Eine Kalzifizierung der Periostzellen konnte unter 

keiner der oben genannten Bedingungen nach-

gewiesen werden. 

Gruppe C:  Eine Kalzifizierung konnte nur unter Zugabe des 

OB-Mediums beobachtet werden.  

Gruppe D: Eine Kalzifizierung der Periostzellen konnte nur un-

ter der Zugabe des OB/BMP-2- und/oder des 

OB/BMP-4-Mediums nachgewiesen werden. 

 

Dadurch dass Gruppe C nur das Material von zwei Patienten und Gruppe D 

eines Patienten umfasste, wurden ausschließlich die Gruppen A und B weiter 

untersucht. Als Beispiel für die Alizarin und Von Kossa Färbung der Gruppe A 

und B sollen die Abbildungen 6 und 7 dienen, auf denen jeweils die Proben ei-

nes repräsentativen Patienten dargestellt sind. 
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Abb. 6 Beispiel für eine Alizarin- (links) und eine Von Kossa Färbung (rechts) der Gruppe A. 

Die Zellen befanden sich hierbei in der sechsten Passage. Die Färbung wurde in ei-

ner 6-Well Platte an Tag 20 durchgeführt.  

 

 

 

 

Abb. 7 Beispiel für eine Alizarin- (links) und eine Von Kossa Färbung (rechts) der Gruppe B. 

Die Zellen befanden sich hierbei in der sechsten Passage. Die Färbung wurde in ei-

ner 6-Well Platte an Tag 20 durchgeführt.  
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Bei der Alizarin Färbung färben sich die Kalziumphosphatpräzipitate rot, bei der 

Von Kossa Färbung entsprechend schwarz-braun. Dies zeigte sich deutlich bei 

den Patienten der Gruppe A (vgl. Abb. 6). Im Gegensatz dazu konnte bei dem 

Zellmaterial der Gruppe B eine deutlich negative Färbung beobachtet werden 

(vgl. Abb. 7). Bei Gruppe A waren rein makroskopisch keine die Intensität der 

Färbung betreffenden Unterschiede zwischen den Differenzierungsmedien (OB, 

OB/BMP-2, OB/BMP-4) zu erkennen.  

In den Abbildungen 8 und 9 sind Aufnahmen der verschiedenen Proben des 

jeweils selben Beispielpatienten der Gruppe A und B in 4-facher Vergrößerung 

zu sehen. Der Zellrasen mit Zellen fibroblastärer Morphologie war deutlich zu 

erkennen. Mit Alizarin färbten sich die Kalziumphosphat-Präzipitate rot, bei der 

Von Kossa Färbung entsprechend schwarz-braun, wie oben bereits erwähnt.  

Auf den Aufnahmen der Gruppe A (vgl. Abb. 8) waren gefärbte bzw. kalzifizierte 

Areale sehr gut bei den Proben zu erkennen, die mit OB-, OB/BMP-2- und 

OB/BMP-4-Medium behandelt worden waren. Ein qualitiativer Unterschied zwi-

schen diesen war jedoch kaum auszumachen. Bei allen drei Proben konnten 

Areale mit stärkerer und schwächerer Färbung und somit stärkerer oder schwä-

cherer Kalzifizierung beobachtet werden.   

Die Bilder für den Beispielpatienten der Gruppe B (Vgl. Abb. 9) zeigten keinerlei 

gefärbte Bereiche. Man sah aber entsprechend der Proben der Gruppe A einen 

Zellrasen mit Zellen fibroblastischer Morphologie. Lediglich bezüglich der Dichte 

des Zellrasens konnte man leichte Unterschiede erkennen. Bei den Proben, die 

mit OB-, OB/BMP-2- und OB/BMP-4-Medium behandelt worden waren, gab es 

einige dichter besiedelte und somit stärker proliferierende Bereiche als bei der 

entsprechenden unbehandelten Kontrolle.  
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Alizarin Färbung Gruppe A Von Kossa Färbung Gruppe A 
KO KO 

  
OB OB 

  
OB/BMP-2 OB/BMP-2 

  
OB/BMP-4 OB/BMP-4 

  
 

Abb. 8 Alizarin- und Von Kossa Färbung der Gruppe A an Tag 20. Darstellung in vierfacher 

Vergrößerung. Die Zellen befanden sich in der sechsten Passage.  
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Alizarin Färbung Gruppe B Von Kossa Färbung Gruppe B 
KO KO 

  
OB OB 

  
OB/BMP-2 OB/BMP-2 

  
OB/BMP-4 OB/BMP-4 

  
 

Abb. 9 Alizarin- und Von Kossa Färbung der Gruppe B an Tag 20. Darstellung in vierfacher 

Vergrößerung. Die Zellen befanden sich in der sechsten Passage.  
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Im Gegensatz zur Von Kossa und Alizarin Färbung, die ausschließlich an 

Tag 20 durchgeführt wurde, wurde der qualitative Nachweis der alkalischen 

Phosphatase zusätzlich an den Tagen 5 und 10 der Differenzierung mittels 

spezifischer Färbung durchgeführt. Somit konnte überprüft werden, wie sich die 

Aktivität bzw. die Expression der Alkalischen Phosphatase im Laufe der Diffe-

renzierung geändert hat. Die Abbildung 10 stellt eine Übersicht über die ver-

schiedenen Aufnahmen nach erfolgter Färbung dar. Es handelt sich hier wieder 

um denselben Beispielpatienten der Gruppe A entsprechend der Abbildungen 6 

und 8. Die Proben, die mit OB-, OB/BMP-2- und OB/BMP-4-Medium kultiviert 

wurden, zeigten im Gegensatz zur Kontrolle eine deutlich stärkere Färbung zu 

allen Zeitpunkten der Untersuchung. Ebenso konnte man eine Intensivierung 

der Färbung bei jeder Probe im Bezug auf den zeitlichen Verlauf von Tag 5 bis 

Tag 20 erkennen.  

KO OB OB/BMP-2 OB/BMP-4 

Ta
g 

5 

    
KO OB OB/BMP-2 OB/BMP-4 

Ta
g 

10
 

    
KO OB OB/BMP-2 OB/BMP-4 

Ta
g 

20
 

    
 

Abb. 10 Nachweis der Alkalischen Phosphatase in der Gruppe A. Die Zellen befanden sich in 

der sechsten Passage.  
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Die Färbung der alkalischen Phosphatase ist auch bei den Proben der Grup-

pe B zu sehen. Die Art und Weise der Färbung entspricht der der Gruppe A, nur 

deutlich weniger intensiv. Die Abbildung 11 zeigt hierzu die entsprechenden 

Aufnahmen. Als Beispielpatient diente wiederum derselbe wie auch schon bei 

den Abbildungen 7 und 9.  

 

KO OB OB/BMP-2 OB/BMP-4 

Ta
g 

5 

    
KO OB OB/BMP-2 OB/BMP-4 

Ta
g 

10
 

    
KO OB OB/BMP-2 OB/BMP-4 

Ta
g 

20
 

    
 

Abb. 11 Nachweis der Alkalischen Phosphatase in der Gruppe B. Die Zellen befanden sich in 

der sechsten Passage. 

 

In der 4-fachen Vergrößerung (Abb.12) sieht man, dass sich Zellkerne und Zy-

toplasma blau, die Bereiche, in denen die Alkalische Phosphatase Aktivität 

nachweisbar war, rot färbten.  
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AP-Nachweis Gruppe A Tag 20 OB/BMP-4 

 
AP-Nachweis Gruppe B Tag 20 OB/BMP-4 

 
 

Abb. 12 Nachweis der Alkalischen Phosphatase bei 4-facher Vergrößerung. Der obere Aus-

schnitt zeigt eine Probe der Gruppe A am Tag 20 der Differenzierung unter Einfluss 

des OB/BMP-4-Mediums. Der untere Ausschnitt zeigt eine Probe der Gruppe B am 

Tag 20 der Differenzierung unter Einfluss des OB/BMP-4-Mediums. 
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3.2 Quantitative Bestimmung der Kalziumphosphat-
Präzipitate 

 

Für die quantitative Bestimmung des Kalziumphosphatgehaltes wurde das Pati-

entenmaterial der Gruppen A und B vergleichend untersucht.  

Zunächst wurde das Material der Gruppe B betrachtet. Da durch die Alizarin 

und Von Kossa Färbung bekannt war, dass die Zellen dieser Patientengruppe 

keine Kalziumphosphatpräzipitate bildeten, konnte man mit niedrigen Messwer-

ten rechnen, die in diesem Fall nur die Hintergrundfärbung des Zellrasens wie-

derspiegelten. Wie in Abbildung 13 zu sehen ist, zeigten die Zellen, die mit Ko-

Medium behandelt wurden, nur sehr geringe Werte mit 6,85±3,95 µM an 

Tag 14, 7,11±3,18 µM an Tag 17 und 8,66±6,38 µM an Tag 21. Die mit OB-

Medium behandelten Proben wiesen Konzentrationen von 13,56±6,73 µM an 

Tag 14, 12,01±3,64 µM an Tag 17 und 16,54±6,49 µM an Tag 21 auf, was nä-

herungsweise eine Verdopplung der Werte im Vergleich zur Kontrolle bedeutet.  

 

Abb. 13 Quantitativer Nachweis der Kalziumkonzentration der Gruppe B; n=5; 24-Well Platten  
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Die Zellen, die mit OB/BMP-2- bzw. OB/BMP-4-Medium versetzt wurden, zeig-

ten Werte von 15,07±7,99 µM bzw. 18,01±7,83 µM an Tag 14, 19,08±7,94 µM 

bzw. 18,90±6,93 µM an Tag 17 und 20,60±6,15 µM bzw. 22,65±7,29 µM an 

Tag 21. Dies stellt bezogen auf die Kontrolle ungefähr eine Verdopplung bis 

Verdreifachung der Messwerte dar. Ein deutlicher Unterschied zwischen den 

Zellen, die zusätzlich mit BMP-2 und BMP-4 behandelt wurden, war in der 

Gruppe B jedoch nicht zu beobachten.  

Die Quantifizierung der Kalziumphosphatpräzipitate wurde für beide Zellgrup-

pen wie in der Gebrauchsanleitung des Kits beschrieben, in 24-Well Platten 

durchgeführt. Leider zeigte sich, dass die Zellen der Gruppe A in den 24-Well 

Platten keine Kalziumphosphatpräzipitate hervorbrachten. Somit fiel auch die 

für dieses Verfahren benötigte Färbung mit Alizarin negativ aus. Da aber durch 

die Alizarin und Von Kossa Färbung, die im Rahmen der histologisch-

chemischen Färbungen durchgeführt wurden, bereits bekannt war, dass das 

Patientenmaterial der Gruppe A unter den Induktionsbedingungen in der Lage 

war in vitro zu kalzifizieren, wurde bei diesen Proben die quantitative Bestim-

mung der Kalziumphosphatpräzipitate vergleichend in 24-Well und in 6-Well 

Platten durchgeführt.  

Mit der Abbildung 14 und 15 wurden die gemessenen Konzentrationswerte der 

Proben der Gruppe A, die in 6-Well Platten kultiviert wurden (vgl. Abb. 15), de-

nen, die in 24-Well Platten kultiviert wurden (vgl. Abb. 14), gegenübergestellt. 

Die Entwicklung der Messwerte für die Zellen in 6-Well Platten von Tag 14 bis 

Tag 21 ist deutlich erkennbar. Am Tag 21 der Differenzierung wurden in den 6-

Well Platten Messergebnisse gefunden, die im Vergleich zu denen in den 24-

Well Platten ca. sechsmal für OB-behandelte Zellen, achtmal für OB/BMP-2-

behandelte Zellen und sogar fast zehnmal für OB/BMP-4-behandelte Zellen 

höher lagen. 

Wie in Abbildung 14 zu sehen, zeigten die Zellen, die in 24-Well Platten unter-

sucht wurden, keine wesentliche Entwicklung sowohl die zeitliche Achse als 

auch die verschiedenen Differenzierungsmedien betreffend. Die Werte der un-

behandelten Kontrollzellen, wiesen mit 11,26±3,55 µM an Tag 14, 

18,82±11,29 µM an Tag 17 und 15,26±3,73 µM an Tag 21 einen relativ unregel- 



Ergebnisse 43 

 

Abb. 14 Quantitativer Nachweis der Kalziumkonzentration der Gruppe A; n=4; 24-Well Platten 

 

 

Abb. 15 Quantitativer Nachweis der Kalziumkonzentration der Gruppe A; n=4; 6-Well Platten 
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mäßigen Verlauf auf. Die Konzentrationswerte für die osteogen induzierten 

Proben, waren etwa doppelt so hoch. Somit verhielten sich die Zellen der Grup-

pe A ähnlich wie die der Gruppe B in 24-Well Platten. 

Somit konnten für diese Zellen Werte von 25,71±5,20 µM (OB/BMP-4-Medium) 

über 26,37±5,17 µM (OB/BMP-2-Medium) bis 27,31±5,60 µM (OB-Medium) an 

Tag 14, 28,15±10,16 µM (OB/BMP-4-Medium) über 28,93±10,52 µM (OB/BMP-

2-Medium) bis 30,25±5,06 µM (OB-Medium) an Tag 17 und 33,00±5,74 µM 

(OB/BMP-4-Medium) über 34,55 µM (OB/BMP-2-Medium) bis 55,65±31,95 µM 

(OB-Medium) an Tag 21 erzielt werden. Einzig der letztgenannte Messwert für 

die mit OB-Medium behandelten Zellen an Tag 21 fiel aus dem Rahmen (Vgl. 

Abb. 14). Ein Unterschied zwischen den Werten der Zellen, die mit OB/BMP-2- 

und OB/BMP-4-Medium behandelt wurden, konnte nicht festgestellt werden.  

Deutlich interessanter sind die Ergebnisse der Zellgruppe A, die in 6-Well Plat-

ten erzielt wurden. Sie sind in Abbildung 15 graphisch dargestellt. Die Messwer-

te für die Kontrolle entsprachen mit 6,13±3,20 µM an Tag 14, 10,70±11,73 µM 

an Tag 17 und 13,06±8,66 µM an Tag 21 etwa den Werten der Kontrolle der 

Gruppe B in 24-Well Platten. Im Gegensatz dazu zeigten die mit Differenzie-

rungsmedien kultivierten Zellen eine deutlich positive Entwicklung entlang der 

Zeitachse von Tag 14 bis Tag 21. An Tag 14 lagen die Werte mit 

31,65±8,19 µM (OB-Medium), 41,08±28,10 µM (OB/BMP-2-Medium) und 

28,74±2,58 µM (OB/BMP-4-Medium) bereits etwas über den entsprechenden 

Werten der Gruppe A und deutlich über den entsprechenden Werten der Grup-

pe B ebenfalls in 24-Well Platten. Die drei Werte, die an Tag 17 ermittelt wur-

den, waren ausgeglichen etwa auf demselben Niveau und betrugen 

94,39±52,10 µM (OB/BMP-4-Medium), 94,98±41,76 µM (OB-Medium) und 

95,71±82,89 µM (OB/BMP-2-Medium). Dies bedeutet schon mehr als eine Ver-

dreifachung der Ergebnisse im Vergleich zu den entsprechenden Werten der 

Gruppe-A in 24-Well Platten (Vgl. Abb. 14). Die höchsten Farbstoffkonzentrati-

onen und somit der höchste Kalziumphosphatgehalt wurde an Tag 21 ermittelt. 

Die OB-behandelten Zellen wiesen Kalziumkonzentrationen von 

328,34±64,73 µM auf, bei den OB/BMP-2- bzw. OB/BMP-4-behandelten Zellen 

konnten Konzentrationen von 276,77±86,38 µM bzw. 309,20±41,74 µM nach-
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gewiesen werden. Im Vergleich zu Tag 17 stellt dies eine Verdreifachung und 

im Vergleich zu Tag 14 sogar eine Verzehnfachung (OB und OB/BMP-4) bzw. 

fast eine Versiebenfachung (OB/BMP-2) der Messwerte dar. Stellt man nur die 

Konzentrationwerte der BMP-2- und BMP-4- behandelten Zellen gegenüber, 

fällt auf, dass an keinem der drei Messzeitpunkte deutliche Unterschiede zwi-

schen diesen bestanden.  

 

3.3 Proliferationstest 
 

Bei diesem Test wurde die Proliferationsfähigkeit der Zellen während der Oste-

ogenese untersucht. Wenn Stammzellen ausdifferenzieren, bedeutet dies mit 

steigendem Differenzierungsgrad eine Verringerung der Proliferationsfähigkeit 

und letztendlich den Zelltod, also die Apoptose. Der in diesem Versuchsaufbau 

verwendete Test basiert auf der Messung der mitochondrialen Aktivität der Zel-

len. Die Mitochondrien der zu testenden Zellen verlangsamen mit abnehmender 

Proliferationsrate bzw. zunehmender Differenzierung ihre Funktion, was zu 

niedrigeren Messwerten (ausgedrückt als optische Dichte) führt.  

Betrachtet man nun Abbildung 16, welche die Proliferationsergebnisse der 

Gruppe A graphisch darstellt, erkennt man, dass die Werte der Kontrolle über 

den Untersuchungszeitraum relativ konstant blieben, jedoch die Werte der mit 

Differenzierungsmedien behandelten Zellen eine deutliche Entwicklung entlang 

der Zeitachse aufzeigten. Die Kontrolle wies mit 0,58±0,11 OD an Tag 5, 

0,54±0,16 OD an Tag 10 und 0,59±0,14 OD an Tag 20 relativ hohe und sehr 

konstante Werte auf. Dies war zu erwarten, da die Zellen unter Einfluss des 

Kontrollmediums nicht differenziert wurden und somit die Proliferationsrate 

gleich bleiben sollte. An Tag 5 zeigten die Zellen, die mit Differenzierungsme-

dien behandelt worden waren, mit 0,45±0,14 OD (OB-Medium), 0,59±0,25 OD 

(OB/BMP-2-Medium) und 0,59±0,21 OD (OB/BMP-4-Medium) relativ hohe, der 

Kontrolle entsprechenden Werte. An Tag 10 lagen die Werte für dieses Zellma-

terial mit 0,45±0,20 OD (OB-Medium), 0,42±0,08 OD (OB/BMP-2-Medium) und 

0,40±0,19 OD (OB/BMP-4-Medium) bereits etwas unter dem 
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Niveau der Kontrolle. Dies bedeutet eine Reduktion der Messwerte um 17 % 

(OB) bis 26 % (OB/BMP-4). Diese Entwicklung wurde mit den Ergebnissen für 

Tag 20 bestärkt. Zu diesem Zeitpunkt ergaben sich Werte von 0,18±0,05 OD 

(OB-Medium), 0,26±0,12 OD (OB/BMP-2-Medium) und 0,17±0,10 OD 

(OB/BMP-4-Medium). Hier ergibt sich eine prozentuale Reduktion der Messun-

gen im Verhältnis zur Kontrolle um 56 % bei OB/BMP-2, 69,5 % bei OB und 

sogar 71 % bei OB/BMP-4. Vergleicht man ausschliesslich die Ergebnisse der 

Proben, die zusätzlich mit BMP-2 und BMP-4 behandelt worden waren, kann 

man eine analoge Entwicklung entlang der Zeitachse von Tag 5 bis Tag 20 er-

kennen. Lediglich an Tag 20 kann eine geringe Differenz OB/BMP-2 und 

OB/BMP-4 von 0,09 OD festgestellt werden.  

 

Abb. 16 Nachweis der mitochondrialen Aktivität/Proliferationsrate der Gruppe A; n=5.  

Die Ergebnisse der Gruppe B sind in Abbildung 17 graphisch dargestellt. Die 

Messwerte der Kontrollen fielen nicht so gleichmäßig aus wie die der Gruppe A. 

An Tag 5 lag der Wert mit 0,76±0,46 OD etwas über den Werten für Tag 10 

bzw. Tag 20, die mit 0,60±0,12 OD bzw. 0,52±0,18 OD etwa den Resultaten der 

Gruppe A entsprachen. Die ermittelten Werte an Tag 5 für die Proben, die mit 

OB-, OB/BMP-2- und OB/BMP-4-Medium kultiviert wurden, lagen mit 
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0,75±0,10 OD, 0,68±0,25 OD und 0,67±0,22 OD erwartungsgemäß etwa auf 

dem Level der Kontrolle. An Tag 10 entsprachen die Ergebnisse für die mit OB-

Medium bzw. OB/BMP-4-Medium behandelten Zellen (0,55±0,16 OD bzw. 

0,59±0,11 OD) etwa ihrer Kontrolle. Die Probe, die mit OB/BMP-2-Medium be-

handelt wurde, wies mit 0,38±0,15 OD eine Reduktion von 37,7 % gegenüber 

der Kontrolle an Tag 10 auf. An Tag 20 zeigten sich die Ergebnisse der mit Dif-

ferenzierungsmedien behandelten Proben wieder gleichmäßig auf einem Ni-

veau. Mit Werten von 0,36±0,08 OD (OB-Medium) über 0,38±0,12 OD 

(OB/BMP-2-Medium) bis 0,38±0,11 OD (OB/BMP-4-Medium) bedeutet dies ge-

genüber dem entsprechenden Kontrollwerte an Tag 20 eine Abnahme um 

26,9 % (OB/BMP-2 bzw. OB/BMP-4) bis 30,8 % (OB).  

Vergleicht man diese Ergebnisse mit den entsprechenden Resultaten der 

Gruppe A, fällt auf, dass an Tag 20 die Proben der Gruppe A eine mehr als 

doppelt so hohe Reduktion der Proliferationsraten im Vergleich zu den Proben 

der Gruppe B aufwiesen. Einen deutlichen Unterschied zwischen den Zellen, 

die zusätzlich mit BMP-2 und BMP-4 behandelt wurden, konnte jedoch auch bei 

Gruppe B nicht festgestellt werden.  

 
Abb. 17 Nachweis der mitochondrialen Aktivität/Proliferationsrate der Gruppe B; n= 
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3.4 Genexpression mittels quantitativer real-time PCR 
 

Die Methode der quantitativen real-time PCR basiert auf der Amplifikation von  

Gensequenzen, die in der Zelle aktiv in m-RNA umgeschrieben werden.  Je 

mehr Template von der jeweiligen gesuchten m-RNA in der Zelle vorliegt, desto 

höher wird das translatierte Protein in der Zelle exprimiert. Für die Quantifizie-

rung lagert sich ein Fluoreszenzfarbstoff an doppelsträngige DNA. Da die vor-

liegende DNA-Menge mit jedem PCR-Zyklus exponentiell zunimmt, kann über 

die Messung der Fluoreszenzintensität Rückschlüsse auf die DNA-Mengen ge-

zogen werden. Für die relative Quantifizierung wird das Verhältnis der Kopien-

zahl des untersuchten Gens zu dem Haushaltsgen GAPDH genommen. Die 

RNA-Ausbeute der Gruppe A fiel aufgrund der ausgeprägten Mineralisation 

sehr gering aus und reichte z. T. nicht für die c-DNA Umschreibung aus. Aus 

dem Grund betrug die Probenanzahl n=3 für die Gruppe A und n=4 für die 

Gruppe B. Durch die geringe Patientenzahl entstanden hohe interindividuelle 

Standardabweichungen. Der Induktionsfaktor im Vergleich zur unbehandelten 

Kontrolle, wurde als 1 gesetzt. Aus diesem Grund ist zu jedem Messzeitpunkt 

der Kontrollwert 1±0. Untersucht wurde die Genexpression der Alkalischen 

Phosphatase (AP), des Kollagens I α1 (Koll1α1), des Insulin like growth factors 

2 (IGF2), des Osteopontins (OPN), des Osteokalzins (OC), der Transkriptions-

faktoren Runx2/CBFα1 (Core binding factor α1) und Osterix (OSX) und des 

Cartilage oligomeric matrix proteins (COMP). Die Zeitpunkte der Untersuchung 

waren entsprechend der histologisch-chemischen Färbungen und des Prolifera-

tionstestes die Tage 5, 10 und 20 der osteogenen Differenzierung. Die Ergeb-

nisse der Gruppe A und der Gruppe B wurden in einem jeweils seperatem Dia-

gramm vergleichend dargestellt. Die Messwerte für die Proben, die mit OB-, 

OB/BMP-2- und OB/BMP-4-Medium kultiviert worden waren, beziehen sich in 

jeder Darstellung auf die entsprechende unbehandelte Kontrolle und stellen die 

x-fache Kopienzahl dar.  

Auf den Abbildungen 18 und 19 sind die Ergebnisse der Genexpression der 

Alkalischen Phosphatase für die Gruppe A und B zu sehen. Die untersuchte 

Probenzahl betrug jeweils n=3.  



Ergebnisse 49 

 

Abb. 18 Quantitativer Nachweis der Genexpression der Alkalischen Phosphatase, 

Gruppe A, n=3. 

 

 

Abb. 19 Quantitativer Nachweis der Genexpression der Alkalischen Phosphatase, 

Gruppe B, n=3. 
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In der Gruppe A zeigten die OB-behandelten Proben entlang der Zeitachse 

gleichmäßig hohe Werte (in Bezug auf die jeweilige Kontrolle) von 6,31±2,14 an 

Tag 5, 5,84±2,38 an Tag 10 und 6,62±2,49 an Tag 20. Die Zellen, die mit 

OB/BMP-2-Medium und OB/BMP-4-Medium behandelt wurden, zeigten an 

Tag 5 mit Induktionsfaktoren von 13,75±18,50 bzw. 9,80±11,06 und an Tag 10 

von 12,88±14,77 bzw. 10,885±12,32 deutlich höhere Transkriptionsraten als die 

entsprechenden Proben, die mit Kontrollmedium bzw. mit OB-Medium behan-

delt wurden. Die Standardabweichungen waren jedoch sehr hoch. An Tag 20 

waren diese Proben mit einem Induktionsfaktor von 4,89±3,14 (OB/BMP-2-

Medium) und 8,34±5,40 (OB/BMP-4-Medium) etwa auf dem Niveau der OB-

behandelten Proben.  

Die Ergebnisse der Gruppe B (vgl. Abb. 19) waren für die Proben, die mit OB-

Medium kultiviert wurden, mit 3,85±1,81 an Tag 5, 6,03±2,92 an Tag 10 und 

8,32±6,26 an Tag 20 mit den entsprechenden Ergebnissen der Gruppe A ver-

gleichbar. Die mit OB/BMP-2- und OB/BMP-4-Medium behandelten Proben 

wiesen an Tag 5 Induktionsfaktoren von 6,89±3,71 bzw. 12,33±6,38, an Tag 10 

von 8,44±2,34 bzw. 14,47±9,74 und an Tag 20 von 8,31±6,39 bzw. 11,97±8,15 

auf. Es konnte bei beiden Gruppen kein deutlicher Unterschied zwischen den 

Proben ermittelt werden, die zusätzlich mit BMP-2 und BMP-4 kultiviert wurden. 

Auf den Abbildungen 20 und 21 ist die Genexpression von Kollagen I α1 darge-

stellt. Die Anzahl der untersuchten Proben lag auch bei jeweils n=3.  

Die Kollagen 1 α1 Kopienzahlen in der Gruppe A nahmen von Tag 5 bis zu 

Tag 20 im Verhältnis zur Kontrolle deutlich ab. An Tag 5 konnten leichte Induk-

tionsfaktoren von 1,21±0,19 (OB-Medium), 1,29±0,29 (OB/BMP-2-Medium) und 

1,32±0,32 (OB/BMP-4-Medium) ermittelt werden. An Tag 10 waren die Mess-

werte mit 0,78±0,21 (OB-Medium), 0,92±0,39 (OB/BMP-2-Medium) und 

0,80±0,23 (OB/BMP-4-Medium) sogar unter der Transkriptionsrate der Kontrol-

le. Noch stärker wurden die Kollagen 1α1 Kopienzahlen an Tag 20 inhibiert: die 

Expressionsraten betrugen 0,40±0,10 für OB-behandelte Zellen, 0,19±0,15 für 

OB/BMP-2-behandelte Zellen und 0,28±0,15 für Zellen, die zusätzlich mit BMP-

4 induziert wurden.  
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Abb. 20 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Kollagen I α1, Gruppe A, n=3. 

 

 
Abb. 21 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Kollagen I α1, Gruppe B, n=3. 
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Die Ergebnisse der Gruppe B (vgl. Abb. 21) zeigten eine leicht abgewandelte 

Tendenz. Während die Induktionsfaktoren etwas höher ausfielen als in Gruppe 

A, konnte erst nach Tag 20 eine Koll1α1 Suppression detektiert werden. An 

Tag 5 wurden Induktionsfaktoren von 1,32±0,49 (OB-Medium), 1,61±0,59 

(OB/BMP-2-Medium) und 1,64±0,51 (OB/BMP-4-Medium) festgestellt. An 

Tag 10 waren die Werte mit 1,30±0,56 (OB-Medium), 1,36±0,60 (OB/BMP-2-

Medium) und 1,98±1,18 (OB/BMP-4-Medium) mit den Resultaten von Tag 5 

vergleichbar. Weitaus geringer fielen die Ergebnisse mit 0,38±0,23 (OB-

Medium), 0,40±0,15 (OB/BMP-2-Medium) und 0,54±0,12 (OB/BMP-4-Medium) 

an Tag 20 aus.  

Aufgrund der insgesamt sehr geringen Probenanzahl und der dadurch beding-

ten hohen Standardabweichungen, konnte für diese Quantifizierung keine Aus-

sage über den Einfluss von BMP-2 vs. BMP-4 gemacht werden. 

Die Abbildungen 22 und 23 zeigen die Ergebnisse der IGF2 (Insuline-like-

Growth-factor 2) Expression im Laufe der Osteogenese. Die Probenanzahl be-

trug n=4 (Gruppe A) und n=3 (Gruppe B). Die Untersuchungen zeigten bei bei-

den Gruppen eine deutlichen Anstieg der Messwerte entlang der Zeitachse von 

Tag 5 bis Tag 20.  

Die Induktionsfaktoren für die Proben der Gruppe A, die mit OB-Medium, 

OB/BMP-2-Medium und OB/BMP-4-Medium behandelt worden waren, entspra-

chen an Tag 5 einem Faktor von 3,62±4,40 (OB-Medium) bzw. 2,88±2,70 

(OB/BMP-2-Medium) bzw. 3,35±3,21 (OB/BMP-4-Medium) in Bezug auf die 

Kontrolle. An Tag 10 konnte eine weitere Steigerung der IGF2 Expression um 

nahezu 100 % auf 5,15±6,59 (OB-Medium), 5,23±4,89 (OB/BMP-2-Medium) 

und 5,48±5,28 (OB/BMP-4-Medium) ermittelt werden. Am Untersuchungstag 20 

stiegen die ermittelten Induktionsfaktoren nochmals an. Für die OB-behandelten 

Proben, ergab sich ein Faktor von 8,11±13,90, für die, die mit OB/BMP-2-

Medium kultiviert wurden, 5,51±4,47 und für die, die mit OB/BMP-4-Medium 

behandelt worden waren, 10,19±12,85. Die Standardabweichungen waren an 

allen Untersuchungszeitpunkten sehr hoch, vor allem aber an Tag 20, an wel-

chem sie sogar größer als die eigentlichen Werte waren.  
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Abb. 22 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Insuline-like-Growth-Factor-2 

(IGF2), Gruppe A, n=4. 

 

 

Abb. 23 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Insuline-like-Growth-Factor-2 

(IGF2), Gruppe B, n=3. 
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Tendenziell höhere Werte erreichten die Proben der Gruppe B. An Tag 5 zeig-

ten sich mit 4,86±2,69 (OB-Medium), 4,37±2,12 (OB/BMP-2-Medium), 

4,20±2,49 (OB/BMP-4-Medium) ähnliche Werte wie bei Gruppe A. Zum Unter-

suchungstag 10 stiegen die Faktoren auf das 2,5 bis 3-fache an (bezogen auf 

Tag 5). Für die Proben, die mit OB-Medium kultiviert wurden, ergab sich ein 

Faktor von 9,14±4,95, für die, die mit OB/BMP-2-Medium versehen worden wa-

ren, 11,92±9,28 und für die, die mit OB/BMP-4-Medium behandelt worden wa-

ren, 9,94±7,42. An Tag 20 stiegen die Induktionsfaktoren auf maximale Werte 

von 9,02±0,70 (OB-Medium), 12,33±3,90 (OB/BMP-2-Medium) und 13,16±3,87 

(OB/BMP-4-Medium).  

Bei beiden Gruppen war aufgrund der hohen Standardabweichungen kein deut-

licher Unterschied zwischen den Proben, die zusätzlich mit BMP-2 und mit 

BMP-4 behandelt worden waren, zu eruieren.  

Die Ergebnisse der Quantifizierung der Osteopontin Expression sind in den Ab-

bildungen 24 und 25 zusammengefasst. Die Probenanzahl betrug jeweils n=3. 

Bei den Untersuchungen zu diesem Gen fielen die Standardabweichungen be-

deutend niedriger aus (bis auf Gruppe B, OB/BMP-2, Tag 5) als bei den 

Untersuchungen zur IGF2 Expression.  

Die Induktionsfaktoren der Gruppe A waren an Tag 5 mit denen der Gruppe B 

vergleichbar, an Tag 10 ca. 1,5-fach höher und an Tag 20 nahezu doppelt so 

hoch. Die Werte der Gruppe A für die Proben, die mit Differenzierungsmedien 

kultiviert wurden, lagen an Tag 5 bei 1,63±0,29 (OB-Medium), 1,93±0,72 

(OB/BMP-2-Medium) und 1,58±0,15 (OB/BMP-4-Medium), an Tag 10 bei 

2,34±0,98 (OB-Medium), 2,15±0,58 (OB/BMP-2-Medium) und 2,36±0,53 

(OB/BMP-4-Medium) und an Tag 20 bei 2,06±0,64 (OB-Medium), 1,97±0,67 

(OB/BMP-2-Medium) und 1,90±0,29 (OB/BMP-4-Medium).  

Die Werte der Gruppe B waren insgesamt sehr niedrig, ausgenommen der 

OB/BMP-2 behandelten Proben an Tag 5. Sie ergaben einen Induktionsfaktor 

von 3,76 und lagen somit deutlich über allen anderen Werten dieser Gruppe, 

allerdings war die Standardabweichung etwa genauso hoch (STABW ±3,53). 

Die Ergebnisse der Gruppe B für die Proben, die mit Differenzierungsmedien 

behandelt wurden, lagen an Tag 5 bei 1,62±0,33 (OB-Medium) und 1,72±0,64  
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Abb. 24 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Osteopontin, Gruppe A, n=3. 

 

 

Abb. 25 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Osteopontin, Gruppe B, n=3. 
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(OB/BMP-4-Medium), an Tag 10 bei 1,39±0,44 (OB-Medium), 1,43±0,35 

(OB/BMP-2-Medium) und 1,52±0,38 (OB/BMP-4-Medium) und an Tag 20 bei 

0,78±0,20 (OB-Medium), 1,06±0,33 (OB/BMP-2-Medium) und 1,09±0,06 

(OB/BMP-4-Medium).  

Auch bei dieser Untersuchung zeigte sich, dass BMP-2 im Vergleich zu BMP-4 

keinen positiven Einfluss auf die Genexpression dieses osteogenen Markers 

hatte.  

Bezüglich der Osteokalzin Expression konnte im Laufe der Differenzierung eine 

deutlich höhere Genexpression auf Seiten der Gruppe A ermittelt werden. Ver-

gleicht man die Abbildungen 26 und 27 fällt auf, dass die Induktionsfaktoren im 

Verhältnis zur entsprechenden Kontrolle an Tag 20 bei Gruppe A ca. doppelt so 

hoch wie die der Gruppe B sind.  

Die Werte für die Gruppe B, die mit Differenzierungsmedien kultiviert wurden, 

zeigten keine Entwicklung entlang der Zeitachse und blieben bis zu Tag 20 auf 

dem Level der entsprechenden Kontrolle. An Tag 5 konnten Induktionsfaktoren 

von 1,09±0,11 (OB-Medium), 1,06±0,17 (OB/BMP-2-Medium) und 1,16±0,17 

(OB/BMP-4-Medium), an Tag 10 von 1,14±0,21 (OB-Medium), 0,99±0,26 

(OB/BMP-2-Medium) und 0,94±0,27 (OB/BMP-4-Medium) und an Tag 20 von 

0,89±0,15 (OB-Medium), 0,79±0,29 (OB/BMP-2-Medium) und 0,88±0,32 

(OB/BMP-4-Medium) ermittelt werden. Diese niedrigen Werte waren zu erwar-

ten, da die Proben der Gruppe B nicht kalzifiziert sind und keine osteogene Dif-

ferenzierung stattgefunden hat. Somit war auch keine erhöhte Genexpression 

des osteogenen Markers Osteokalzin zu erwarten.  

Die Untersuchung der Osteokalzin Expression der Gruppe A ergab in Induk-

tionsfaktoren ausgedrückt an Tag 5 Werte von 0,96±0,32 (OB-Medium), 

0,75±0,33 (OB/BMP-2-Medium) und 0,82±0,30 (OB/BMP-4-Medium), an Tag 10 

1,34±0,72 (OB-Medium), 1,27±0,29 (OB/BMP-2-Medium) und 1,10±0,59 

(OB/BMP-4-Medium) und an Tag 20 von 1,85±0,83 (OB-Medium), 1,68±0,92 

(OB/BMP-2-Medium) und 1,95±0,59 (OB/BMP-4-Medium).  

Die Wachstums- und Differenzierungsfaktoren BMP-2 und BMP-4 hatten jedoch 

auch hier keinen deutlichen Unterschied hervorgerufen und hatten etwa den 

gleichen Effekt wie die OB-Behandlung der Periostzellen.  
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Abb. 26 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Osteokalzin, Gruppe A, n=3. 

 

 

Abb. 27 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Osteokalzin, Gruppe B, n=3. 
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Abb. 28 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Runx2 (Cbfα1), Gruppe A, n=4. 

 

 

Abb. 29 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Runx2 (Cbfα1), Gruppe B, n=3. 
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Die Genexpression des Transkriptionsfaktors Runx2 ist in den Abbildungen 28 

und 29 zusammengefasst. Die Probenanzahl der Gruppe A betrug n=4, die der 

Gruppe B n=3. Wie es zu erwarten war, zeigten die Zellproben der Gruppe A 

deutlich höhere Transkriptionsraten als die der Gruppe B.  

An Tag 5 waren die Messergebnisse gegenüber ihrer Kontrolle um den Faktor 

1,42±0,26 (OB-Medium), 1,63±0,51 (OB/BMP-2-Medium) und 1,75±0,52 

(OB/BMP-4-Medium) für die Gruppe A und um den Faktor 1,09±0,20 (OB-

Medium), 1,72±0,31 (OB/BMP-2-Medium) und 1,64±0,63 (OB/BMP-4-Medium) 

für die Gruppe B erhöht. Mit Induktionsfatoren von 2,42±0,91 (OB-Medium), 

2,75±0,86 (OB/BMP-2-Medium) und 2,18±0,66 (OB/BMP-4-Medium) zeigte die 

Gruppe A an Tag 10 bereits höhere Werte als die Gruppe B mit 1,49±0,18 (OB-

Medium), 1,89±0,75 (OB/BMP-2-Medium) und 1,82±0,51 (OB/BMP-4-Medium). 

An Tag 20 zeigten alle Proben der Gruppe A, die mit Differenzierungsmedien 

kultiviert wurden, mit einem Faktor von 3,57±1,69 (OB-Medium), 3,51±0,68 

(OB/BMP-2-Medium) und 3,53±0,87 (OB/BMP-4-Medium) ein ca. 3,5-fach hö-

heres Ergebnis als die entsprechenden Proben der Gruppe B, die mit 1,14±0,51 

(OB-Medium), 1,06±0,24 (OB/BMP-2-Medium) und 1,21±0,21 (OB/BMP-4-

Medium) in etwa auf dem Level ihrer Kontrolle lagen.  

Zwischen den Proben, die zusätzlich mit BMP-2 und BMP-4 behandelt wurden, 

konnte auch bezüglich der Runx2 Genexpression kein Unterschied festgestellt 

werden.  

Die Abbildungen 30 und 31 veranschaulichen das Ergebnis der Untersuchung 

des Transkriptionsfaktors Osterix. Die Probenanzahl war jeweils n=3. Entgegen 

der Erwartung auf Seiten der Gruppe A eine deutlich höhere Osterix Expression 

zu erhalten, zeigten die Proben der Gruppe B höhere Induktionsfaktoren.  

Besonders die Zellproben der Gruppe B, die mit OB/BMP-2- und mit OB/BMP-

4-Medium behandelt worden waren, zeigten an Tag 5 Faktoren von 

18,24±13,13 (OB/BMP-2-Medium) bzw. 30,52±26,80 (OB/BMP-4-Medium), an 

Tag 10 ein Faktor von 31,93±34,34 (OB/BMP-2-Medium) bzw. 60,94±31,23 

(OB/BMP-4-Medium) und an Tag 20 ein Faktor von 7,09±5,72 (OB/BMP-2-

Medium) bzw. 25,34±25,15 (OB/BMP-4-Medium).  
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Abb. 30 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Osterix, Gruppe A, n=3.  

 

 

Abb. 31 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Osterix, Gruppe B, n=3.  
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Die Resultate für die Proben der Gruppe B, die mit OB-Medium behandelt wur-

den, lagen sowohl an Tag 5 (0,71±0,49) als auch an Tag 10 (0,40±0,38) sowie 

an Tag 20 (0,75±0,37) unterhalb ihrer unbehandelten Kontrolle.  

Die Osterix Expression der Gruppe A lautete in Induktionsfaktoren ausgedrückt 

an Tag 5 0,58±0,62 (OB-Medium), 1,63±0,64 (OB/BMP-2-Medium) und 

7,46±4,45 (OB/BMP-4-Medium), an Tag 10 0,78±0,78 (OB-Medium), 3,70±3,43 

(OB/BMP-2-Medium) und 2,57±2,62 (OB/BMP-4-Medium) und an Tag 20 von 

1,76±1,15 (OB-Medium), 2,11±1,86 (OB/BMP-2-Medium) und 1,86±0,62 

(OB/BMP-4-Medium). Durch die extrem hohen Werte der Gruppe B verglichen 

mit den Werten der Gruppe A ist es nicht möglich eine fundierte Aussage über 

die Wirkung von BMP-2 vs. BMP-4 bezüglich der Genexpession des Transkrip-

tionsfaktors Osterix zu treffen.  

Die Expression des COMP-Gens wurde in den Abbildungen 32 und 33 darge-

stellt. Die Probenanzahl betrug sowohl für die Gruppe A als auch für die Grup-

pe B n=3.  

Die Induktionsfaktoren für die OB-behandelten Proben, waren mit 2,25±0,40 an 

Tag 5, 3,61±2,42 an Tag 10 und 2,18±2,22 an Tag 20 für die Gruppe A niedri-

ger als diejenigen der Gruppe B mit 6,18±1,64 an Tag 5, 10,62±5,59 an Tag 10 

und 4,10±0,76 an Tag 20. Die Proben der Gruppe B, die zusätzlich mit BMP-2 

bzw. BMP-4 induziert wurden, zeigten mit 11,90±2,82 bzw. 12,40±1,42 an 

Tag 5, 17,45±6,50 bzw. 15,51±1,16 an Tag 10 und 7,63±4,26 bzw. 12,59±7,14 

an Tag 20 keine bedeutende Entwicklung entlang der Zeitachse. Eine deutliche 

Erhöhung der COMP Expression konnte bei den Proben der Gruppe A ermittelt 

werden, die zusätzlich mit BMP-2 bzw. BMP-4 behandelt wurden. Hier erhielt 

man Induktionsfaktoren von 17,14±8,75 (OB/BMP-2-Medium) bzw. 18,45±8,36 

(OB/BMP-4-Medium) an Tag 5, 40,13±24,12 (OB/BMP-2-Medium) bzw. 

31,29±20,37 (OB/BMP-4-Medium) an Tag 10 und 37,21±16,60 (OB/BMP-2-

Medium) bzw. 25,89±21,72 (OB/BMP-4-Medium) an Tag 20. Die Standardab-

weichungen waren an den Untersuchungstagen 10 und 20 relativ hoch, was in 

der geringen Probenanzahl (n=3) begründet sein kann.  

Bezugnehmend auf die Ergebnisse der Gruppe A scheint BMP-2 und BMP-4 

die COMP-Expression stark zu induzieren.  
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Abb. 32 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Cartilage oligomeric matrix pro-

tein (COMP), Gruppe A, n=3.  

 

 

Abb. 33 Quantitativer Nachweis der Genexpression von Cartilage oligomeric matrix pro-

tein (COMP), Gruppe B, n=3.  
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4 Diskussion 
 
Trotz weitreichender und zum Teil auch relativ erfolgreicher Entwicklungen im 

Bereich der Knochenersatzmaterialien ist auch heute noch das autologe Kno-

chentransplantat das Mittel der Wahl für augmentative und restaurative Verfah-

ren in der Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie. Die Entnahmemöglichkeiten 

solcher Transplantate sind jedoch begrenzt und die notwendigen Operationen 

mit einer relativ hohen Morbidität verbunden. Hierfür birgt das Knochen Tissue 

Engineering große Möglichkeiten. Einer der wichtigsten Punkte ist dabei die 

Beschaffung geeigneter autologer Vorläuferzellen, die in vitro zu knochenbil-

denden Zellen reifen können. Hierzu wurden bereits einige Zelltypen, darunter 

auch Zellen aus dem Knochenmark und dem Periost, untersucht und verwendet 

[Hutmacher und Sittinger 2003, Jaiswal et al. 1997, Hayashi et al. 2008].  

Aktuell sind BMMSCs (bone marrow mesenchymal stem cells) der verbreitetste 

Forschungsgegenstand im Bereich des Knochen Tissue Engineerung. Die Fä-

higkeit Knochen und Knorpel zu bilden wurde auch bei Zellen aus dem Periost 

sowohl in vitro und als auch in vivo festgestellt [Breitbart et al. 1998, Hutmacher 

und Sittinger 2003, de Bari et al. 2001, de Bari et al. 2006, Nakahara et al. 

1991]. Beim Vergleich von Stammzellen aus dem Knochenmark, Periost und 

Fett adulter Ratten zeigten die aus dem Knochenmark und Periost isolierten 

Zellen ein den adipogenen Zellen überlegenes chondrogenes Potential [Park et 

al. 2006]. Nach einer neueren Untersuchung, in welcher das osteogene Poten-

tial untersucht wurde, konnte gezeigt werden, dass BMMSCs und PMSCs (pe-

riosteal mesenchymal stem cells) den Zellen aus dem Fettgewebe sowohl in 

vitro und als auch in vivo überlegen sind. Im Rattenmodell konnten Hayashi und 

Ko-Autoren Knochenneubildungen nachweisen, wobei in dieser Studie die 

PMSCs den BMMSCs wiederum unterlegen waren [Hayashi et al. 2008]. Eben-

so konnten Jaquiery und Ko-Autoren osteogene Vorteile zu Gunsten der 

BMMSCs nachweisen, indem sie die Alkalische Phosphatase Aktivität, Kalzium-

ablagerungen und die Genexpression osteoblastärer Marker sowie Knochenbil-

dungsraten an Mäusen gemessen haben [Jaquiery et al. 2005]. Sakaguchi und 

Ko-Autoren kommen zu dem Resultat, dass das osteogene Differenzierungspo-
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tential gleichermaßen bei BMMSCs wie auch bei PMSCs vorzufinden ist. Beide 

zeigten jedoch ein schwächeres Potential als synoviale Stammzellen [Sakagu-

chi et al. 2005]. Eine andere Arbeitsgruppe konnte hingegen im Rattenmodell 

durch Untersuchungen der Genexpression und der Alkalischen Phosphatase 

Aktivität ein größeres osteogenes Potential auf Seiten der PMSCs im Vergleich 

zu BMMSCs feststellen [Yoshimura et al. 2007]. Ebenso kamen Agata und Ko-

Autoren zu dem Ergebnis der Überlegenheit der PMSCs gegenüber den 

BMMSCs. Sie erreichten eine Steigerung des osteogenen Differenzierungsver-

mögens der PMSCs durch eine Vorbehandlung mit bFGF (basic fibroblast 

growth factor) und einer zusätzlichen Behandlung mit BMP-2 [Agata et al. 

2007]. Zhu und Ko-Autoren gehen sogar davon aus, dass Periostzellen die 

bessere Wahl darstellen um Knochenbildungsraten im Tissue Engineering zu 

verbessern [Zhu et al. 2006].  

Klinische Anwendungen mit Periostzellen sind noch relativ rar. Indes gelang es 

Schimming und Schmelzeisen in einer klinischen Studie, bei Kieferhöhlenau-

gentationen (sog. Sinuslift) zur Insertion dentaler Titanimplantate mit Hilfe von 

resorbierbarem Trägermaterial versetzt mit patienteneigenen PMSCs, die über 

mehrere Wochen in vitro kultiviert und osteogen differenziert worden waren, 

bereits nach drei Monaten trabekulärer Knochen histologisch nachzuweisen 

[Schimming und Schmelzeisen 2003]. Diese Methode wurde schon in einer frü-

heren Veröffentlichung am Hasenmodell vorgestellt. Hierbei kamen Perka und 

Ko-Autoren zu dem Ergebnis, dass PMSCs auf einem resorbierbaren Träger-

material Knochendefekte kritischer Größe besser regenerieren können als Trä-

germaterialien ohne Zellen bzw. unbehandelte Knochendefekte [Perka et al. 

2000].  

Ein entscheidender Vorteil bei der Verwendung periostaler Stammzellen ist der 

für den Patienten gut zu ertragende und leicht durchzuführende Eingriff zur 

Entnahme eines kleinen Perioststückes [Jaquiéry et al. 2005, Park et al. 2007, 

Park et al. 2008]. Dies kann z. B. im Rahmen einer operativen Zahnentfernung 

unter Lokalanästhesie durchgeführt werden und ist somit mit einer deutlich ge-

ringeren Morbidität der Entnahmestelle im Vergleich zur Knochenmarkspunktion 

verbunden. Zudem ist eine Entnahme von Periost betriebswirtschaftlich gese-
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hen effektiver als eine Knochenmarkpunktion. Dieser Aspekt gewinnt in Zukunft 

immer mehr an Bedeutung.  

Ein weiterer Diskussionpunkt stellt das Alter der Spender dar. Dies spielt wohl 

keine bedeutende Rolle, da nachgewiesen werden konnte, dass Periostzellen 

älterer Patienten durchaus ein hohes Proliferations- und osteogenes Differen-

zierungspotiential besitzen [De Bari et al. 2006, D’Ippolito et al. 1999, Hutma-

cher und Sittinger 2003, Jaquiery et al. 2005, Perka et al. 2000, Koshihara et al. 

1991]. Im Gegensatz dazu nimmt man aber an, dass das Vorkommen von Vor-

läuferzellen im Knochenmark mit dem Alter der Patienten abnimmt [D’Ippolito et 

al. 1999, Huibregtse et al. 2000]. Des Weiteren bleibt das osteogene Differen-

zierungsvermögen von PMSCs auch in höheren Passagen bestehen, wohinge-

gen BMMSCs mit zunehmendem Zellalter dieses Potential z. T. einbüßen [De 

Bari et al. 2006].  

Bei der Durchführung einer Studie wie dieser kann die Entnahme des Peri-

oststückes Einfluss auf das Ergebnis haben. Wie bereits bekannt befinden sich 

die Zellen mit Stammzelleigenschaften in der dem Knochen zugewandten Kabi-

um-Schicht, wovon aus auch die Frakturheilung ihren Lauf nimmt. Wird bei der 

Operation nicht darauf geachtet, das Periosttransplantat sehr vorsichtig vom 

Knochen abzuheben, kann die Kabiumschicht verletzt oder auf dem Knochen 

zurückbleiben. Daher ist der Vergleich verschiedener Patienten schwierig, da 

man sich einer gleichen Qualität des Periostgewebes nie sicher sein kann.  

Warum verwendeten wir zur Differenzierung zusätzlich BMPs? Es konnte schon 

vielfach gezeigt werden, dass der Einfluss von Dexamethason, Vitamin C und 

β-Glycerophosphat zu einer erfolgreichen osteogenen Differenzierung mesen-

chymaler Stammzellen führt [Jaiswal et al. 1997, Park et al. 2007]. Diese Medi-

umzusammensetzung wird in vielen Forschungsarbeiten verwendet. Darüber 

hinaus haben einige Arbeitsgruppen auch schon BMP-2 als zusätzlichen Faktor 

für die osteogene Differenzierung untersucht [Agata et al. 2007, Alexander et al. 

2008, Iwasaki et al.1994]. Da aber bereits sehr viele BMPs beschrieben wurden 

− u. a. BMP-4 −, war es unsere Aufgabe festzustellen, inwiefern sich BMP-2 vs. 

BMP-4 auf die osteogene Differenzierung der PMSCs auswirkt bzw. ob eins von 

beiden in der Lage ist, die Osteogenese stärker zu beschleunigen. 
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Histologisch-chemische Färbungen als Nachweis der osteogenen Differenzie-

rung 

Das Forschungmaterial, welches für diese Arbeit zur Verfügung stand, konnte 

man in mehrere Gruppen unterteilen (vgl. 3.1). Untersucht wurden die Gruppen 

A und B. Gruppe A zeichnete sich dadurch aus, dass die Zellen unter Einfluss 

aller drei Differenzierungsmedien mineralisiert sind und sich somit extrazelluläre 

Kalziumphosphat-Präzipitate gebildet haben. In der Gruppe B zeigten die Pro-

ben hingegen bei keinem der verwendeten osteogenen Kulturmedien die Fä-

higkeit zur Mineralisation. Dokumentierbare Unterscheidungsmerkmale zwi-

schen diesen Gruppen stellten zum einen die Kalziumphosphatablagerungen 

und zum anderen die Sezernierung der Alkalischen Phosphatase dar. Beide 

Merkmale waren mit ihren spezifischen Färbungen festzustellen. 

Die Alkalische Phosphatase (AP) wird von Osteoblasten sezerniert, während 

diese aktiv sind. Die Aktivität der AP korreliert dabei mit der Menge, in der sie 

freigesetzt wird. Im menschlichen Organismus wird sie vor allem bei der Frak-

turheilung und während Wachstumsphasen freigesetzt [Hessle et al. 2002, 

Johnson et al. 2000]. Entsprechend unserer Erwartungen verstärkte sich die 

Farbintensität der AP Färbung bei Gruppe A von Tag 5 über Tag 10 bis zu 

Tag 20 sehr deutlich (vgl. Abb. 10). Gruppe B zeigte hingegen an Tag 5 keine 

und an Tag 10 und Tag 20 nur eine ganz schwache Färbung, die mit einer sehr 

geringen Steigerung der Farbintensität verbunden war (vgl. Abb. 11).  

Der wichtigste Parameter, um ausgereifte Osteoblasten zu identifizieren, ist je-

doch die Deposition von Kalziumphosphat-Präzipitaten [Declercq et al. 2005]. 

Bei der Untersuchung und Bewertung der osteogenen Differenzierung von peri-

ostalen Zellen ist also die Entstehung von mineralisierten Knötchen ein sehr 

verlässliches Zeichen. Bei der Begutachtung der Gruppe A Proben für die Aliza-

rin und von Kossa Färbungen waren schon an Tag 14 schwarze Knötchen zu 

erkennen, die über den Untersuchungszeitraum bis zum Tag 20 deutlich zu-

nahmen. Vergleichende Ergebnisse liefern Untersuchungen von Park und Ko-

Autoren, die die Zellen jedoch nicht zusätzlich mit BMPs behandelt und einen 

Untersuchungszeitraum von sechs Wochen angesetzt haben [Park et al. 2007, 
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Park et al. 2008]. Die Alizarin Färbung verwendeten in ihren Studien u. a. auch 

De Bari und Ko-Autoren (2006) und Uchimura und Ko-Autoren (2003). Die Von 

Kossa Färbung wurde u. a. von Park und Ko-Autoren (2007) verwendet. Um mit 

Sicherheit behaupten zu können, dass die nach der Von Kossa gefärbten Area-

le auch wirklich eine Kalziumphosphatdeposition und somit eine Knochenbil-

dung in vitro darstellten [Bonewald et al. 2003], führten wir bei allen Patienten-

proben an Tag 20 sowohl eine Von Kossa als auch eine Alizarin Färbung (vgl. 

Abb. 6-9) durch.  

Mit Hilfe eines Mikroskops ist die Zellmorphologie sehr gut zu beurteilen. Es 

wurde schon einige Male das fibroblastäre Erscheinungsbild der PMSCs be-

schrieben [Pittenger et al. 1999, Park et al. 2007]. Park und Ko-Autoren konn-

ten in Untersuchungen feststellen, dass ausschließlich die undifferenzierten 

Zellproben einen fibroblastären Phenotyp aufzeigten. Die mit Differenzierungs-

medium behandelten Zellen zeichneten sich im Gegensatz dazu durch eine ku-

boidale Form aus. Des Weiteren zeigten die differenzierten Zellen die Eigen-

schaft Kolonien zu bilden. Nach zwei Wochen waren zum ersten Mal die Kalzi-

umphosphatpräzipitate als schwarze Knötchen erkennbar [Park et al. 2007]. 

Die Umwandlung in eine kuboidale Form konnten wir stärker ausgeprägt bei 

Proben der Gruppe A als bei denen der Gruppe B feststellen. Außerdem konn-

ten wir die Bildung von Zellkolonien und auch von schwarzen Knötchen beo-

bachten. Diese Präzipitate sind, wie in den Abb. 8 und 9 zu erkennen, anfärbbar 

und stellen aufgrund der mineralisierten Matrix generell das Erscheinungsbild 

osteogen differenzierter Zellen nach spezifischer Färbung dar.  

 

Quantitative Bestimmung der Kalziumphophat-Präzipitate 

Da man mittels histologisch-chemischer Färbung ausschliesslich Aussagen ü-

ber die Qualität, aber nicht die Quantität machen kann, wurde zum erstenmal in 

unserer Arbeitsgruppe die quantitative Bestimmung des Kalziumphosphatgehal-

tes etabliert. Die gleiche Methode zur Quantifizierung wurde auch schon von 

Stanford und Ko-Autoren angewandt, die Mineralisationen einer osteoblastären 

Zelllinie aufgezeigt haben [Stanford et al. 1995]. Sie ist ebenso in der Tumor-
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forschung erfolgreich eingesetzt worden, um Kalzifizierungen nach osteogener 

Differenzierung von MSCs quantitativ nachzuweisen Die Ergebnisse dieser 

Tests untermauerten die Annahme, dass das Fehlen des p53-tumor-

suppressor-Gens fördernden Einfluss auf die Entstehung von Osteosarkomen 

bei Kindern hat [Tataria et al. 2006]. Des Weiteren wurde die Genauigkeit und 

Sensibilität dieses Verfahrens untersucht. Gegenüber anderen Methoden, die 

zur Zellextraktion Cetylpyridiniumchlorid (CPC) benutzten, wurde es als genau-

er und reproduzierbarer befunden [Gregory et al. 2004].  

Unsere Ergebnisse zeigten durchweg niedrige Werte für die Gruppe B und für 

die Gruppe A in 24-Well-Platten (vgl. Abb. 13 und 14). Lediglich an Tag 21 

konnte ein relativ hoher Wert unter dem Einfluss des OB-Mediums bei einer 

Probe der Gruppe A in 24-Well Platten gemessen werden. Bei den restlichen 

Proben fiel die Alizarin Färbung negativ aus. Dadurch entstand die hohe Stan-

dardabweichung. Die Analyse der Proben der Gruppe A in 6-Well Platten (vgl. 

Abb. 15) hingegen ergab sehr hohe Messwerte für die osteogen differenzierten 

Proben. Diese Ergebnisse spiegeln die erwartungsgemäß gesteigerte Kno-

chenmatrixproduktion ausdifferenzierter Osteoblasten wieder. Auch der zeitliche 

Verlauf der Werte zeigt die Entwicklung der Zellen während der osteogenen 

Differenzierung auf. Nun stellt sich die Frage, aus welchem Grund die gleichen 

Zellen unter gleichen Bedingungen in 24-Well und in 6-Well Platten nicht die 

gleichen Ergebnisse liefern. Eine mögliche Ursache könnten unterschiedliche 

Herstellungsverfahren der 24-Well und der 6-Well Platten sein. Ebenso könnte 

die Beschichtung der Well-Böden differieren und ungleichmäßig verteilt sein. Da 

das Verhältnis zwischen Well-Fläche und Zellzahl immer gleich war, stellt die 

absolute Zellzahl eine weitere denkbare Ursache dar. Eventuell ist eine absolu-

te Mindestzahl von Zellen notwendig, um eine sichere osteogene Differenzie-

rung zu gewährleisten. Derartige Probleme wurden in den Studien, die diese 

Methode verwendeten jedoch bisher nicht beschrieben.  

De Bari und Ko-Autoren untersuchten ebenso die Osteogenese von PMSCs mit 

Hilfe einer quantitativen Bestimmung des Kalziumgehaltes (andere Methode). 

Wie wir konnten sie zeigen, dass die Zellproben, die mit osteogenem Medium 

behandelt wurden, nach drei Wochen einen vielfach höheren Kalziumgehalt im 
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Vergleich zur Kontrolle aufwiesen. BMPs kamen dabei jedoch nicht zum Einsatz 

[De Bari et al. 2006]. Eine Quantifizierung der Mineralisation wurde auch von 

Hayashi und Ko-Autoren und Uchimura und Ko-Autoren durchgeführt. Erstere 

konnten zeigen, dass periostale Stammzellen eine deutlich geringere Minerali-

sation aufwiesen als Zellen aus dem Knochenmark. Die Kulturbedingungen 

entsprachen unserem OB-Medium. Leider wurden keine BMPs hinzugezogen 

[Hayashi et al. 2008]. Zweitere wiesen bei einer Osteoblastenzelllinie unter dem 

Einfluss eines osteogenem Mediums nach 13 Tagen eine deutlich gesteigerte 

Kalziumkonzentration nach [Uchimura et al. 2003].  

Die zusätzlichen Faktoren BMP-2 und BMP-4, die sich positiv auf die Differen-

zierung unserer PSCMs auswirken sollten, hatten bei dieser Untersuchung kei-

nen nennenswerten Einfluss auf die extrazelluläre Ablagerung von Kalzium-

phosphat. An Tag 21 waren die Messwerte durch diese Substanzen gegenüber 

den Zellen, die lediglich mit OB-Medium behandelt wurden, sogar leicht redu-

ziert (vgl. Abb. 15).  

Agata und Ko-Autoren untersuchten zum einen den Einfluss verschiedener 

BMP-2 Konzentrationen und zum anderen die Auswirkungen einer Vorbehand-

lung von PMSCs mit bFGF auf die osteogene Differenzierung. Die Vorbehand-

lung mit bFGF verbesserte die Wirkung von BMP-2 eindeutig [Agata et al. 

2007]. Die ermittelte effektivste BMP-2 Konzentration wurde auch für die vorlie-

genden Versuche verwendet. Hanada und Ko-Autoren konnten schon in den 

neunziger Jahren im Rattenmodell eine Verbesserung des osteogenen Poten-

tials durch diese Kombination erreichen. Sie benutzten jedoch BMMSCs als 

Forschungsgrundlage [Hanada et al. 1997]. Eine Verbesserung des osteoge-

nen Potentials durch kurze Vorbehandlung mit FGF-2 und FGF-9 und anschlie-

ßendem Stimulieren mit BMP-2 wurde auch von Fakhry und Ko-Autoren in einer 

in vitro Studie beschrieben. Sie erreichten damit erhöhte Transkriptionslevel des 

BMP-2 Gens. Die dafür verwendeten Zellen wurden dem Schädeldach von 

Hühnerembryos entnommen [Fakhry et al. 2005].  

Unseren Ergebnissen zufolge haben BMP-2 und BMP-4 keinen positiven Effekt 

auf die Osteogenese der Periostzellen. Wenn BMPs keine deutliche Verbesse-

rung im Vergleich zu üblichen osteogen wirkender Substanzen (s. Zusammen-
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setzung des OB-Mediums) mit sich bringen, so kann die Verwendung dieser in 

Frage gestellt werden und es sollte weiter erforscht werden, ob eine Kombinati-

on verschiedener BMPs oder aber diverse Vorbehandlungen mit anderen 

(Wachstums-) faktoren wie bFGF positive Auswirkungen auf die Differenzierung 

haben. Auch der Einsatz verschiedener BMP-Konzentrationen könnte einen 

weiteren Ansatz für folgende Forschungsarbeiten darstellen. Die Tatsache, 

dass manche (wenn auch sehr wenige) Patientenzellen nur unter der Zugabe 

des OB-Mediums mit BMP-2 oder BMP-4 in der Lage sind osteogen zu diffe-

renzieren, deutet darauf hin, dass interindividuelle Unterschiede bezüglich der 

Signaltransduktion auftreten können. Umso wichtiger erscheint eine Testung 

der Patientenzellen (bezüglich ihres osteogenen Potentials) vor einer in Frage 

kommenden Tissue Engineering Applikation.  

 

Proliferationsverhalten von PMSCs 

Des Weiteren untersuchten wir die Entwicklung der Proliferationsfähigkeit der 

Zellen während der osteogenen Differenzierung (vgl. 2.4). Die während der 

Osteogenese ausdifferenzierten Osteoblasten sezernieren extrazelluläre Kno-

chenmatrix aus Kollagenen und Kalziumphosphat und gehen im Laufe dieses 

Prozesses in Apoptose. Dies bedeutet ebenso, dass die mitochondriale Aktivität 

nachlässt bzw. schlussendlich verloren geht. Der Differenzierungsgrad der Zel-

len nimmt daher auf Kosten der Proliferationsfähigkeit zu [Aubin 2001].  

Das verwendete Versuchskit basiert, wie in 2.4 beschrieben, auf der Verstoff-

wechslung eines den Zellen zugeführten Substrates. Je langsamer die Prolife-

rationsraten der Zellen sind, desto weniger Substrat wird in den Zellen umge-

setzt, was letztendlich zu einem niedrigeren Messergebnis führt. Zellen, die 

ausschließlich mit Kontrollmedium behandelt wurden, sollten also sowohl bei 

Patientenmaterial der Gruppe A als auch der Gruppe B keiner osteogenen Dif-

ferenzierung unterliegen und somit hohe bzw. etwa gleiche Proliferationsraten 

aufweisen. Dies zeigt sich im kontinuierlichen Verlauf der Messwerte von Tag 5 

bis Tag 20 (vgl. Abb. 16). Im Gegensatz dazu zeigen die Zellproben, die mit 

Differenzierungmedien behandelt wurden, eine im Vergleich zu den entspre-
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chenden Kontrollen deutliche Minderung der Werte entlang der Zeitachse. Die-

ses Phänomen konnte auch bereits in der Dissertationsarbeit von P. Kalkreuter, 

derselben Arbeitsgruppe angehörend, beobachtet werden (hier wurde jedoch 

nicht zwischen kalzifizierenden und nicht kalzifizierenden Zellen unterschieden). 

Die deutlich reduzierten Proliferationsraten an Tag 20 korrelieren mit einem hö-

heren Differenzierungsgrad der PMSCs, der bereits durch den quantitativen 

Nachweis einer hohen Kalziumphosphat-Deposition an Tag 21 dargelegt wer-

den konnte (vgl. Abb. 15). Bei den Ergebnissen der Gruppe B (vgl. Abb. 17) 

zeigten die mit Differenzierungsmedien kultivierten Proben im Vergleich zu ih-

ren Kontrollen wider Erwarten auch eine Reduktion der Messwerte. Dies bedeu-

tet, dass die Zellen eine geringerere Zellaktivität bzw. Proliferationsrate aufwie-

sen als ihre Kontrollen, obwohl mit entsprechenden Färbungen nachgewiesen 

werden konnte, dass sie unter den gegebenen Bedingungen nicht zur osteoge-

nen Differenzierung fähig waren. Die Reduktion der Proliferation fiel bei den 

mineralisierenden Periostzellen der Gruppe A jedoch deutlich ausgeprägter aus 

als bei der Gruppe B.  

Einige Studien haben die Proliferation der Zellen während der osteogenen Dif-

ferenzierung untersucht. Beim Vergleich von Periostzellen mit Knochenmarks-

zellen konnte eine deutlich höhere Proliferationsrate seitens der Periostzellen 

beobachtet werden. Um dies festzustellen wurde jedoch die Methode des direk-

ten Auszählens gewählt [Agata et al. 2007]. Auch konnte bereits beobachtet 

werden, dass die Fähigkeit zur Proliferation zwischen Zellproben verschiedener 

Spender stark variieren kann. Im und Ko-Autoren untersuchten in vitro humane 

BMMSCs und Zellen einer Osteoblastenzelllinie [Im et al. 2004]. Bei unseren 

Untersuchungen waren die Unterschiede diesbezüglich nicht sehr groß, was 

aber aufgrund der kleinen Stichprobenzahl doch zu relativ großen Standardab-

weichungen geführt hat, wie z. B. an Tag 5 bei der Kontrolle der Gruppe B 

(Abb. 17) zu sehen ist. Wie bereits erwähnt besitzen PMSCs von Beginn der 

Kultivierung an ein großes Proliferationsvermögen, das bis in hohe Passagen 

erhalten bleibt [Sakaguchi et al. 2005, De Bari et al. 2006]. Da die Zellproben 

der verschiedenen Spender (wie oben beschrieben) kein gleich großes Prolife-

rationspotential aufwiesen und die Zellen z. T. nicht für alle Versuchsansätze 
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ausreichten, flossen automatisch Zellen verschiedener Passagen mit in den 

Versuch ein (Passage 5-7 wurde verwendet). Auch wenn sich die Proben be-

reits in der siebten Passage befanden, zeigten sie ein immer noch hohes Proli-

ferationspotential auf. Die Reduktion der Proliferation bei den Proben der Grup-

pe B, die mit Differenzierungsmedien behandelt worden waren, war aus o. g. 

Gründen nicht zu erwarten. Zudem konnte eine osteogene Differenzierung die-

ser Proben durch eine negative Alizarin- und Von Kossa Färbung sicher ausge-

schlossen werden (vgl. Abb. 9). Die Ergebnisse lassen also vermuten, dass die 

verwendeten osteogenen Faktoren einen hemmenden Effekt auf die Proliferati-

onsrate haben, obwohl diese anfänglich die Proliferation der Zellen ankurbeln. 

Entsprechendes konnte bei der Vorbehandlung periostaler Zellen mit bFGF [A-

gata et al. 2007] und durch den Einfluss von BMP-2 beobachtet werden [Iwasa-

ki et al. 1994]. Weiterhin spielt sicherlich durch die hohe Dichte des Zellrasens 

die Kontaktinhibition eine wichtige Rolle.  

Alexander und Ko-Autoren, derselben Arbeitsgruppe angehörend, untersuchten 

die Proliferationsfähigkeit der auf OPLA-Scaffolds ausgesäten Periostzellen mit 

derselben Methode. Die Zellen wurden ausschließlich BMP-4 mit den gleichen 

Differenzierungsmedien behandelt. Die Untersuchszeitpunkte waren die Tage 

3, 8 und 14 [Alexander et al. 2008]. Über den Zeitraum der Differenzierung der 

3D-Kultur konnte man erkennen, dass die Proliferationsfähigkeit der mit Diffe-

renzierungsmedien behandelten Zellen an Tag 8 und Tag 14 im Vergleich zur 

Kontrolle leicht reduziert war. Ebenso wie bei unseren Ergebnissen, konnte kein 

deutlicher Unterschied durch den Zusatz von BMP-2 erzielt werden. An Tag 3 

konnte im Vergleich zur Kontrolle eine Erhöhung der Proliferation mit dem OB-

Medium und nochmals durch den Zusatz von BMP-2 erzielt werden. Diesen 

Effekt konnten wir in der 2D-Kultur trotz gleicher Methodik nicht beobachten. 

Dies ist jedoch schwierig zu bewerten, da die Untersuchungszeitpunkte und die 

Kultivierungsmethode (3D- vs. 2D-Kultur) nicht identisch waren.  

Ein Limitation dieser Methode ist es, dass aussschließlich die metabolische 

Zellaktivität gemessen wird und man nur Rückschlüsse auf die Proliferationsfä-

higkeit bzw. die Proliferationsrate ziehen kann. Diese Problematik wurde auch 

schon in einer früheren Untersuchung festgestellt [Alexander et al. 2008]. Ob-
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wohl eine absolute Zellzählung repräsentativere Ergebnisse die Proliferation 

betreffend erzielen kann, wurde diese Methode bewusst gewählt. Problematisch 

bei der  Auszählmethode ist die Tatsache, dass die 2D-Kultur mit zunehmen-

dem Differenzierungsgrad extrem stark am Wellboden haftete. Die Zellen lies-

sen sich mit Trypsin vom Boden der Wells ablösen, sie waren jedoch schlecht 

voneinander trennbar. Die Trennung der Zellen ist allerdings unabdingbar, da 

die absolute Zellzählung mittels Zählkammer nur dann repräsentativ ist, wenn 

eine Einzelzellsuspension vorliegt. Diese Schwierigkeit trat auch bei unserer 

Methode bei der Zählung der Zellen ein Tag vor der Messung (siehe 2.4) auf. 

Da es sich aber bei 3000 Zellen pro Well um eine verhältnismäßig kleine Zell-

zahl handelt, hat der dadurch entstandene Fehler kaum Relevanz.  

BMP-2 und BMP-4 hatten, entgegen der Erwartungen, keinen bis nur wenig 

Einfluss auf die Proliferation der Zellen. Daraus kann man folgern, dass keine 

der beiden morphogenen Proteine sich im Vergleich zum anderen besonders 

positiv oder negativ auf die Proliferationsfähigkeit von PMSCs während der 

osteogenen Differenzierung auswirkt.  

 

Genexpression während der osteogenen Differenzierung 

In unserer Studie galt es außerdem herauszufinden, ob die Induktion mit BMP-4 

vs. BMP-2 einen fördernden oder einen hemmenden Einfluss auf die Ge-

nexpression der Periostzellen mit sich brachte. Bei den quantitativen Bestim-

mungen des Kalziumphosphatgehaltes und den histochemischen Färbungen 

konnte kein ausgeprägter Unterschied zwischen beiden Wachstums- und Diffe-

renzierungsfaktoren erkannt werden. Beide führten entgegen den Erwartungen 

sogar eher zu einer Verschlechterung der Ergebnisse im Gegensatz zu den 

Proben, die nur mit OB-Medium behandelt wurden.  

Untersucht wurde die Genexpression der Alkalischen Phopsphatase (AP) und 

des Kollagen I α1 (Koll1α1), welche Frühmarker der Osteogenese darstellen 

[Igarashi et al. 2004, Kim et al. 2003], sowie die Genexpression des Osteopon-

tin (OPN) und Osteokalzin (OC), die auch als sog. Spätmarker der osteogenen 

Differenzierung bekannt sind [Park et al. 2007, Park et al. 2008]. Zudem waren 
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auch die Transkriptionsfaktoren Runx2 und Osterix (OSX), Cartilage oligomeric 

matrix protein (COMP) und Isuline like growth factor 2 (IGF-2) Forschungsge-

genstand.  

AP wird bei Osteoblasten, die Knochenmatrix produzieren, vermehrt syntheti-

siert, so dass eine erhöhte Expression dieses Enzyms auf eine beginnende Mi-

neralisation hindeutet. Schon Anfang der neunziger Jahre konnten Ono und Ko-

Autoren im Hasenmodell eine deutliche Steigerung der AP Aktivität nach Be-

handlung mit BMP, welches aus dem langen Röhrenknochen des Kaninchens 

gewonnen wurde, erkennen. Hierbei wurde jedoch die Genexpression noch 

nicht quantifiziert [Ono et al. 1992]. Von BMP-2 weiß man, dass es einen stimu-

lierenden und zeitverkürzenden Effekt auf die Osteogenese periostaler Zellen 

hat, zudem wird die Proliferation der Zellen nachweislich inhibiert. Die AP-

Expression wird durch BMP-2 gesteigert. [Iwasaki et al. 1994]. Dies können wir 

nach unseren Untersuchungen auch vermuten. Durch die Zusätze BMP-2 und 

BMP-4 konnte eine 1,5 bis 2-fach (bezogen auf die Mittelwerte) höhere 

AP Expression an Tag 5 und Tag 10 im Vergleich zu den Proben, die mit OB-

Medium behandelt wurden, gemessen werden (vgl. Abb. 18). BMP-2 schien 

diesen Effekt etwas mehr als BMP-4 zu verstärken. Vergleicht man diese Er-

gebnisse mit den Werten der Gruppe B (vgl. Abb. 19), konnte eine höhere Ten-

denz von BMP-4 im Vergleich zu BMP-2 auf die AP Expression festgestellt 

werden. Vedingt durch die hohen Standardabweichungen kann jedoch keine 

eindeutige Aussage getroffen werden.  

Zu einem erhöhten Expressionslevel von AP in der frühen Phase der Osteoge-

nese kamen auch Frank und Ko-Autoren, die BMMSCs mittels FGF-2 und OB-

Medium differenzierten [Frank et al. 2002], und Agata und Ko-Autoren, die 

PMSCs mit bFGF und BMP-2 zur osteogenen Differenzierung anregten [Agata 

et al. 2007]. Ebenso beschrieben Park und Ko-Autoren eine erhöhte AP Expes-

sion in der zweiten Woche der Osteogenese. Sie differenzierten PMSCs mit 

OB-Medium ohne zusätzliche Faktoren [Park et al. 2007]. In einer Untersu-

chung von Alexander und Ko-Autoren konnte dargelegt werden, wie sich die 

Genexpression periostaler Zellen in der 3D-Kultur an Tag 12 der osteogenen 
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Differenzierung gegenüber einer unbehandelten Kontrolle verhielt. BMP-4 wur-

de hier nicht eingesetzt, jedoch konnte durch BMP-2 als Zusatz zum OB-

Medium eine deutlich gesteigerte Expression der Gene für Osx, Runx2 und 

IGF-2 erzielt werden. Bezüglich der AP Genexpression konnte in der 3D-Kultur 

keine Steigerung durch BMP-2 erzielt werden. Deutliche Unterschiede im Ver-

gleich zur unbehandelten Kontrollgruppe konnten durchgehend festgestellt wer-

den. Alle Daten wurden mittels quantitativer PCR erhoben [Alexander et al. 

2008]. In einer späteren Publikation konnten die Ergebnisse betreffend der Wir-

kung von BMP-2 auf die AP Genexpression in der 2D-Kultur bestätigt werden 

[Alexander et al. 2009].  

Der Transkriptionsfaktor Osx ist entscheidend für die Skelettentwicklung und für 

die osteoblastäre Differenzierung [Levi et al. 2002, Lee et al. 2003, Nakashima 

et al. 2002]. Während der Skelettentwicklung reguliert er die Transkription un-

terhalb des Transkriptionsfaktors Runx2 [Lee et al. 2003, Nakashima et al. 

2002]. Des Weiteren wurde die Wirkung von Osx während der Osteogenese 

dadurch belegt, dass Osx-transfizierte Stammzellen aus dem Fettgewebe der 

Maus in der Lage waren osteogen zu differenzieren [Wu et al. 2007]. Runx2 ist 

ein von Osteoblasten exprimierter Transkriptionsfaktor, der u. a. die Osteokal-

zinsynthese reguliert [Ducy et al. 1997]. Im Verlauf der osteoblastären Differen-

zierung wird die Runx2 Expression hochreguliert und wird im Osteozyten wieder 

herunterreguliert. Runx2 fördert die Osteogenese der MSCs bei gleichzeitiger 

Inhibition der adipozytären Differenzierung, indem er die Produktion von Kno-

chenmatrix-Proteinen in reifen Osteoblasten kontrolliert [Komori T. 2000]. Im 

Mausmodell konnte zudem gezeigt werden, dass eine fehlende Runx2 Expres-

sion dazu führt, dass die Zellen nicht in der Lage sind zu mineralisieren. Mäuse 

mit einem deletiertem Runx2 Gen waren nicht zur Skelettogenese befähigt 

[Komori et al. 1997, Ducy et al. 1997]. Bei einer Untersuchung an einer murinen 

Osteoblastenzelllinie konnte mit Hilfe der PCR demonstriert werden, dass BMP-

7 einen positiven Einfluss auf die Runx2 Genexpression hatte [Gu et al. 2004].  

Wir konnten zeigen, dass mit fortschreitender Osteogenese die Expression von 

Runx2 bei der Gruppe A bis zu Tag 20 deutlich gegenüber den unbehandelten 
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Kontrollen und den entsprechenden nicht kalzifizierten Proben der Gruppe B 

erhöht war (vgl. Abb. 28 und 29). Die Zugabe von BMP-2 und BMP-4 hatte kei-

nen fördernden oder hemmenden Einfluss auf die Runx2 Expression. Die Er-

gebnisse der quantitativen PCR bezüglich der Osx Expression (vgl. Abb. 30 und 

31) zeigten wider Erwarten durchgehend niedrige Induktionsfaktoren der Grup-

pe A und relativ hohe bei den Proben der Gruppe B. Hierbei schien die BMP-

2/BMP-4 Behandlung der Zellen die Osx Expression stark zu induzieren Diese 

Ergebnisse sind jedoch fraglich aufgrund der extrem geringen detektierten Ko-

pienzahlen, die eine genaue Quantifizierung der Osx Genexpression stark er-

schweren.  

Alexander und Ko-Autoren beschrieben deutlich erhöhte Transkriptionslevel der 

Transkriptionsfaktoren Osx und Runx2 bei den Proben, die zusätzlich mit BMP-

2 in der 3D-Kultur aktiviert wurden [Alexander et al. 2008]. Frank und Ko-

Autoren konnten durch die FGF-2 und OB Behandlung nur schwach erhöhte 

Expressionslevel von Runx2 nachweisen [Frank et al. 2002]. Eine andere Pub-

likation demonstrierte mittels quantitativer PCR, dass mit OB-induzierte PMSCs 

nur leicht erhöhte Expressionslevel sowohl von Osx als auch von Runx2 zeigten 

[De Bari et al. 2008].  

Der organische Anteil des menschlichen Knochens besteht zu 98 % aus extra-

zellulärer Knochenmatrix, die wiederum fast ausschließlich Kollagen Typ I ent-

hält [Soldner und Herr 2001, Vuorio und Crombrugghe 1990]. Kollagen Typ I 

soll Untersuchungen zu Folge eine hohe Vorhersagekraft für das osteogene 

Potential mesenchymaler Stammzellen darstellen. Diese Erkenntnis basiert auf 

einem mathematischen Modell, welches zeigt, das die Expression von Kollagen 

Typ I mit einer hohen Kalziumdeposition korreliert [De Bari et al. 2008]. Ebenso 

wie die AP stellt das Kollagen Typ I ein Frühmarker der Osteogenese dar [Iga-

rashi et al. 2004, Kim et al. 2003].  

Entgegen der allgemein vertretenen Meinung, zeigten die differenzierten Peri-

ostzellen eine nur leichte Induktion der Kollagen I Expression in Gruppe A an 

Tag 5 und in Gruppe B an Tag 5 und 10. An Tag 20 der Osteogenese war die 

Kollagen I Expression in beiden Gruppen eher herunterreguliert. BMP-2 sowie 
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BMP-4 zeigten auch bei dieser Untersuchung keinen bedeutenden Einfluss auf 

die Genexpression. Hierbei ist zu bemerken, dass die Grundexpressionslevel 

von KolIα1 in den Periostzellen extrem hoch waren und die Expressionslevel 

des Haushaltsgens GAPDH z. T. überstiegen. Aus dem Grund ist es fraglich, ob 

eine weitere Induktion der Kollagen I Expression sich auf die Zelle nicht eher 

schädlich auswirken würde. Außerdem wurden die Kollagen I Untersuchungen 

nur auf Gen- und nicht auf Proteinebene durchgeführt, sodass wir keine Rück-

schlüsse auf die Proteinexpression von Kollagen I ziehen können. 

Bei der Analyse humaner PMSCs konnten Samee und Ko-Autoren in Proben, 

die mit BMP-2 und der Kombination von BMP-2 und VEGF behandelt wurden 

gegenüber,Proben, die aussschließlich mit OB-Medium behandelt wurden, eine 

signifikant höhere Transkriptionsrate von KolIα1 nach vier und acht Wochen 

ermitteln [Samee et al. 2008]. Im Gegensatz dazu beschreiben einige Publikati-

onen, übereinstimmend mit unseren Daten, eine Herunterregulierung der Kolla-

gen I Expression während der Osteogenese der Periostzellen. Eine ausgepräg-

te Reduktion der KolIα1 Genexpression über den Zeitraum vom siebten bis zum 

28. Untersuchungstag zeigt eine Analyse, in der humane PMSCs mittels osteo-

genem Medium in Scaffolds differenziert wurden und die Genexpression mit 

Hilfe der quantitativen PCR gemessen wurde [Zheng et al. 2006]. Eine  Studie 

von Agata und Ko-Autoren belegte, dass eine Vorbehandlung mit bFGF die Ko-

lIα1 Expression gegenüber der unbehandelten Kontrollen nicht positiv beein-

flusste [Agata et al. 2007]. In einer weiteren Studie an humanen PMSCs  konn-

te bis zu Tag 9 der osteogenen Differenzierung eine deutliche Reduktion der 

KolIα1 Transkriptionslevels gegenüber der unbehandelten Kontrolle detektiert 

werden [Ringe et al. 2008].   

Aktive Osteoblasten synthetisieren nicht nur Kollagen Typ I, das Protein der 

Knochenmatrix, sondern auch weitere Proteine wie Osteokalzin und Osteopon-

tin. Zudem sezernieren sie Wachstumsfaktoren wie TGF-β, BMPs, PDGF und 

IGF, die in der Knochenmatrix gespeichert werden [Hauschka et al. 1986]. OPN 

ist dabei nicht nur für die Knochenbildung notwendig, sondern hat ebenfalls ei-
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nen regulierenden Einfluss auf die Hämatopoese [Haylock und Nilsson 2006, 

Nilsson et al. 2005].  

Betrachtet man unsere Ergebnisse bezüglich der OPN und OC Genexpression 

so ist zu erkennen, dass die differenzierten Proben der Gruppe A ca. 2-fach 

höhere Expressionslevel an Tag 10 und 20 für OPN und an Tag 20 für OC 

auswiesen (vgl. Abb. 24 und 26) als in den Proben der Gruppe B. Alle entspre-

chenden Proben der Gruppe B (vgl. Abb. 25 und 27) befanden sich in etwa auf 

dem Niveau der unbehandelten Kontrollen. Lediglich bei der Untersuchung von 

OPN konnte an Tag 5 für OB/BMP-2 ein herausstechend hoher Wert mit ent-

sprechend hoher Standardabweichung ermittelt werden. Dieser ist vermutlich 

auf ein Messfehler und/oder die geringe Stichprobenzahl zurückzuführen und 

hat somit keine Relevanz und Aussagekraft. Die Zusätze BMP-2 und BMP-4 

stellten auch für die Genexpression der Marker OC und OPN keinen beeinflus-

senden Faktor dar.  

Agata und Ko-Autoren fanden mittels nicht quantitativer PCR heraus, dass OPN 

bei PMSCs sowohl unter BMP-2 als auch unter bFGF Behandlung induziert 

wurde, aber nicht bei der Kombination beider Faktoren. Eine erhöhte OC Ge-

nexpression konnte bei differenzierenden PMSCs nicht festgestellt werden, 

sondern nur bei entsprechenden Untersuchungen der BMMSCs [Agata et al 

2007]. Diese Erkenntnisse basieren auf Messungen am sechsten Tag der Diffe-

renzierung. Fraglich ist natürlich, ob nach bereits sechs Induktionstagen erhöh-

te Transkriptionslevel eines Spätmarkers der Osteogenese (Osteokalzin) erwar-

tet werden kann. Entsprechend der Ergebnisse in diesem zeitlichen Rahmen 

zeigte OPN an Tag 5 unserer Untersuchungen bereits leicht erhöhte Expressi-

onslevel sowohl unter OB, OB/BMP-2 als auch OB/BMP-4 Behandlung. Die 

analogen Werte für OC waren zu diesem Zeitpunkt noch unterhalb ihrer Kon-

trolle. Park und Ko-Autoren konnten zeigen, dass die OC Expression mit dem 

Fortschreiten der Osteogenese korreliert. Deutlich gesteigerte Expressionslevel 

konnten, übereinstimmend mit unseren Ergebnissen, schon ab der zweiten und 

dritten Woche beobachtet wurden [Park et al. 2007]. Auch De Bari und Ko-

Autoren untersuchten mit Hilfe der quantitativen PCR die Knochenmarker OPN 

und OC im Laufe der osteogenen Differenzierung von PMSCs. Diese konnten in 
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in vitro untersuchten Kulturen kaum nachgewiesen werden, zeigten jedoch in 

vivo (subkutane Zell-Kollagen-Transplantate in Mäusen) nach vier und acht 

Wochen eine deutlich erhöhte Genexpression. Morphogene Substanzen wie 

BMPs wurden nicht eingesetzt [De Bari et al. 2006]. Eine andere Arbeitsgruppe 

konnte erhöhte Expressionslevel von OC, AP und KolIα1 in mit BMP-2 und 

VEGF transfizierten PMSCs in vitro und eine erhöhte Knochenbildung in vivo 

nachweisen [Samee et al. 2008].  

Der Wachstumsfaktor IGF wurde zum einen bereits als Regulator für die anabo-

lische Aktivität des parathyroidalen Hormons (PTH) in der Maus beschrieben 

[Bikle et al. 2002], zum anderen beeinflusst IGF aber auch die Proliferation von 

Osteoblasten [Kasukawa et al. 2002]. Die Arbeitsgruppe um Wang und Bikle 

veröffentlichte zudem eine Publikation, die in Tierversuchen mit Mäusen zeigt, 

das IGF eine wichtige Rolle während der embryonalen Skelettentwicklung spielt 

[Wang et al. 2006].  

Nach unseren Untersuchungen steigerten sich die Expessionslevel von IGF-2 

über den zeitlichen Verlauf von Tag 5 bis Tag 20 deutlich sowohl bei der Grup-

pe A als auch bei der Gruppe B (vgl. Abb. 22 und 23). Vergleicht man die bei-

den Gruppen miteinander, erkennt man an Tag 5 näherungsweise gleich große 

Werte, jedoch an Tag 10 deutlich höhere Werte auf Seiten der Gruppe B (ca. 2-

fach erhöht im Vergleich zu Gruppe A). An Tag 20 lagen die Werte beider 

Gruppen für die Proben, die mit OB-Medium und mit OB/BMP-4-Medium be-

handelt wurden, auf gleichem Niveau. Lediglich BMP-2 hatte in der Gruppe A 

an Tag 20 einen hemmenden Einfluss auf die IGF-2Transkriptionsraten.  

Palermo und Ko-Autoren untersuchten in vitro an Osteoblasten der Ratte die 

Genexpression von IGF-1 und IGF-2 während der Osteogenese und konnten 

mittels semiquantitativer PCR für beide Proteine gesteigerte Transkriptionslevel 

an Tag 3 und 6 der Differenzierung nachweisen [Palermo et al. 2004]. Eine an-

dere Arbeitsgruppe, die die Genexpression von IGF-1 während der osteogenen 

Differenzierung von MSCs aus Ratten untersuchte, fand mittels quantitativer 

PCR jedoch wiederum heraus, dass sowohl an Tag 8 als auch an Tag 14 und 

20 die Expression von IGF-1 gegenüber der Kontrolle vermindert war [Jia und 
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Heersche 2002]. Eine weitere Publikation unserer Arbeitsgruppe zeigt, dass der 

Einfluss von BMP-2 (als Zusatz zum OB-Medium) auf PMSCs ausgesät in 

OPLA-Scaffolds eine deutlich gesteigerte Genexpression von IGF-2 mit sich 

bringt. Für diese Untersuchungen wurden nur Periostzellproben verwendet, die 

in der Lage waren in vitro zu mineralisieren [Alexander et al. 2008]. Nach unse-

ren Ergebnissen ist die Genexpression von IGF-2 kein deutliches Unterschei-

dungsmerkmal zwischen den PMSCs der Gruppen A und B. Ebenso haben die 

Morphogene BMP-2 und BMP-4 keinen nennenswerten Einfluss auf die IGF-2 

Expression unserer Zellen.  

Zuletzt wurde die Genexpression des COMP untersucht. COMP ist ein wichtiger 

Bestandteil der extrazellulären Matrix des Gelenkknorpels und ein Protein, wel-

ches nachweislich ein Marker für die Chrondrogenese ist [Mehlhorn et al 2006, 

Zaucke et al. 2001]. Auf dem Feld der osteogenen Differenzierung haben Jeong 

und Ko-Autoren im Mausmodell gezeigt, dass COMP-Ang1, eine Angiopoietin-

Variante, die BMP-2 induzierte Osteogenese steigern kann. Nachgewiesen 

wurde dies durch die Messung erhöher AP-Aktivität und OC Genexpression 

[Jeong et al. 2010].  

Unsere Ergebnisse zeigten eine deutlich erhöhte COMP Genexpression bei den 

Proben der Gruppe A, die zusätzlich mit BMP-2- und BMP-4- behandelt wur-

den, und zwar an Tag 5, 10 und 20 (vgl. Abb. 32). Die Supplementierung von 

BMP-2 scheint zudem einen etwas größeren Einfluss als BMP-4 auf die Ge-

nexpression vom COMP zu haben. Diese starke Induktion war in Gruppe B we-

niger ausgeprägt (vgl. Abb. 33). Die reine OB Behandlung der Zellen brachte 

eine viel schwächere COMP-Induktion mit sich mit einem Expressionsmaximum 

an Tag 10. Die Induktionsfaktoren der Gruppe A blieben während des gesam-

ten Untersuchungszeitraums unter denjenigen der Gruppe B. COMP stellt, wie 

bereits erwähnt, einen Marker für die Chondrogenese dar. Aus dem Grund ist 

es nicht verwunderlich, dass dieses Protein während der Osteogenese expri-

miert wird, da die Osteogenese über eine anfängliche chondrale Differenzierung 

abläuft. Die höheren Induktionsfaktoren der Gruppe B könnten evtl. auf ein hö-



Diskussion 81 

heres chondrogenes Potential dieser Zellen hindeuten, was jedoch rein speku-

lativ ist. 

Publikationen, die die Genexpression dieses Proteins während der osteogenen 

Differenzierung von PMSCs untersuchen, gibt es bis heute nicht.  

 

Studien, in welchen die Wirkung von verschiedenen BMPs vergleichend gegen-

übergestellt wird, sind rar. Beim Vergleich des Effekts verschiedener BMPs auf 

die in vitro Chrondrogenese von BMMSCs konnten Skiya und Ko-Autoren Vor-

teile zu Gunsten von BMP-2 im Gegensatz zu BMP-4 und BMP-6 darlegen [Se-

kiya et al. 2005]. Arosarena und Collins verglichen den Einfluss von BMP-2 und 

BMP-4 auf die Regeneration verschieden großer Knochendefekte im Ratten-

modell. Wie wir konnten auch sie keinen signifikanten Unterschied zwischen 

diesen Faktoren ermitteln. Leichte Unterschiede waren lediglich in der Qualität 

der Knochenbildung bezüglich der Ausbildung von kortikalen und trabekulärem 

Knochen zu Gunsten von BMP-4 auszumachen [Arosarena und Collins 2005]. 

In einer anderen Publikation wurden rhBMP-4 (recombinant human BMP-4), 

bovines BMP und Platelet-rich plasma (PRP) vergleichend analysiert. Auch hier 

kam man zu keinem nennenswerten positiven oder negativen Ergebnis für 

BMP-4 gegenüber den anderen Faktoren [Hu et al. 2009]. Des Weiteren hat 

keine Forschungsgruppe bisher den gesundheitlichen Zustand der Spender für 

PMSCs mit in die Ergebnisse einfliessen lassen. Dies wäre ein Ansatzpunkt für 

weitere Untersuchungen und auch Metastudien.  

Zusammenfassend konnten in der vorliegenden Arbeit durch die zusätzlichen 

Differenzierungsfaktoren BMP-2 bzw. BMP-4 keine relevanten Auswirkungen 

auf die osteogene Differenzierung periostaler Stammzellen nachgewiesen wer-

den. Dies konnte sowohl durch histologisch-chemische Färbungen, quantitative 

Nachweise des Kalziumgehaltes und der Genexpression sowie Proliferation-

tests belegt werden.  
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5 Zusammenfassung 
 

Es ist heute bereits bekannt, dass humane periostale mesenchymale Stamm-

zellen (PMSCs) eine verheissungsvolle und aussichtsreiche Grundlage für ein 

erfolgreiches Knochen Tissue Engineering darstellen. In der Mund-, Kiefer- und 

Gesichtschirurgie sowie in der zahnärztlichen Chirurgie stellt bis heute das au-

tologe Knochentransplantat das Mittel der Wahl dar, um Knochendefekte zu 

rekonstruieren. Da die Entnahmemöglichkeiten hierfür begrenzt sind, gibt es im 

Bereich des Tissue Engineerings Anstrengungen, die osteogene Differenzie-

rung genauer zu charakterisieren, um diese Erkenntnisse gewinnbringend ein-

setzen zu können. Da BMP-2 und BMP-4 nachweislich Regulatoren der Osteo-

genese sind, bestand die Aufgabe der vorliegenden Arbeit darin, die Wirkung 

derer auf die osteogene Differenzierung humaner PMSCs zu untersuchen. Die-

se Analyse umfasste die Genexpression, das Proliferationsverhalten und die 

Fähigkeit der Periostzellen zur Kalzifizierung unter dem Einfluss beider Fakto-

ren. 

Nach der Entnahme eines Perioststückes wurden daraus die Zellen isoliert und 

mit Hilfe von osteogenem Medium, mit oder ohne BMPs kultiviert und differen-

ziert. Die Aktivität der Alkalischen Phosphatase wurde an Tag 5, 10 und 20 der 

Osteogenese, die Alizarin- und von Kossa Färbungen für den Nachweis der 

Kalziumphosphatablagerungen an Tag 20 der Differenzierung durchgeführt. Die 

Proliferationsfähigkeit und der Kalzifizierungsgrad wurden ebenso wie die Ge-

nexpression über den Verlauf der Differenzierung untersucht und quantitativ 

bestimmt.  

Aus diesen Untersuchungen heraus konnten wir zwei Gruppen von PMSCs un-

terscheiden: eine Zellgruppe, die in vitro erfolgreich kalzifiziert ist, und eine 

Gruppe, die zur Mineralisation nicht befähigt war. Diese beiden Gruppen wur-

den vergleichend  in Hinblick auf den Einfluss von BMP-2 und BMP-4 analy-

siert.  

Das Proliferationsverhalten nahm im Laufe der Differenzierung ab, die Minerali-

sation zu. Dies konnte für die Proben, die kalzifiziert sind, mit Hilfe der be-

schriebenen Tests und Färbemethoden eindeutig nachgewiesen werden. Ge-
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genteilige Ergebnisse lieferte die andere Zellgruppe. Die Genexpression be-

kannter osteogener Marker wie Runx2, Osteopontin, Osteokalzin und der Alka-

lischen Phosphatase konnten mittels quantitativer real-time PCR verstärkt bei 

den mineralisierten Proben nachgewiesen werden. Kollagen Typ I, IGF-2 und 

Osterix zeigten dies wider Erwarten nicht. Einzig bezogen auf die Analyse der 

COMP Genexpression konnte ein positiver Effekt der Morphogene BMP-2 und 

BMP-4 nachgewiesen werden, jedoch stellt COMP keinen eindeutigen osteo-

genen Marker dar, auch wenn er während der Osteogenese eine Rolle spielen 

könnte. Beim Vergleich dieser beiden Faktoren zeigte sich bei allen durchge-

führten Untersuchungen, dass weder BMP-2 noch BMP-4 eine vorteilhafte Wir-

kung auf die osteogene Differenzierung unserer Periostzellen ausübte. 

Weitere Forschungen sollten in Hinblick auf Konzentrationen und diverse Kom-

binationen bzw. Vorbehandlungen mit anderen Faktoren durchgeführt werden. 

Des Weiteren sollte eruiert werden, warum nicht alle Zellproben aus Periost 

kalzifizierbar sind. Unterscheidungsmerkmale sollten untersucht werden, um 

homogenere Zellpopulationen für weitere Untersuchungen generieren zu kön-

nen. Zudem wäre es sinnvoll eine standardisierte Methode zur Periostentnahme 

am Patienten zu etablieren, um reproduzierbarere Ergebnisse erzielen zu kön-

nen und um den Erfolg von Tissue Engineering Applikationen zu steigern.  
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chere an Eides statt, dass diese Angaben wahr sind und dass ich nichts ver-

schwiegen habe. Mir ist bekannt, dass die falsche Abgabe einer Versicherung 

an Eides statt mit einer Freiheitsstrafe bis zu drei Jahren oder mit einer Geld-

strafe bestraft wird. 
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