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1 Einleitung 

1.1 Leukämien im Kindesalter 

1.1.1 Historisches und Definition 

Im Jahre 1845 beschrieb Rudolf Virchow mit dem Begriff „Leukämie“ erstmals 

eine Erkrankung, deren Pathogenese auf einer erhöhten Zahl von Leukozyten 

beruht. Der sich aus dem Griechischen ableitende Begriff „Leukämie“ bedeutet 

wörtlich übersetzt „weißes Blut“, eine anschaulich zutreffende Beschreibung für 

die Morphologie einer leukämischen Blutprobe, die durch die anteilig stark ver-

mehrten Leukozyten einen hohen „weißen“ Überstand über der Erythrozyten-

schicht zeigen kann. Heute kennt man die Proliferation unreifer hämatopoeti-

scher Zellen als ein gemeinsames Charakteristikum aller Leukämien, die zu 

einer Verdrängung der normalen Hämatopoese im Knochenmark führt und eine 

Infiltration extramedullärer Organe nach sich ziehen kann.99 Leukämien stellen 

die häufigsten malignen Erkrankungen im Kindesalter dar.61 

 

1.1.2 Epidemiologie 

Mit einem Anteil von 35-40% aller kindlichen Malignome sind Leukämien die 

häufigsten bösartigen Erkrankungen im Kindesalter. Die akute lymphatische 

Leukämie (ALL) macht unter den Leukämien einen Anteil von ca. 80%, die aku-

te myeloische Leukämie (AML) einen Anteil von ca. 18% aus. Zu den seltene-

ren Formen zählt die chronisch myeloische Leukämie (CML) mit etwa 2% aller 

kindlichen Leukämien. Die beim Erwachsenen bekannte chronisch lymphati-

sche Leukämie (CLL) kommt bei Kindern praktisch nicht vor.99  

Nach den Leukämien zählen Tumoren des Zentralnervensystems und maligne 

Lymphome zu den häufigsten Tumorerkrankungen im Kindesalter.  
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Abb. 1.1: Verteilung der Malignome im Kindes- und Jugendalter 61 
Die Abbildung zeigt die Verteilung der malignen Erkrankungen im Kindesalter bis zum 15. Lebensjahr. 
 

1.1.3 Ätiologie und Pathogenese 

Die Ätiologie der Leukämien ist bislang noch nicht abschließend geklärt. Es las-

sen sich prädisponierende Faktoren beschreiben: Erkrankungen mit chromo-

somalen Anomalien wie beispielsweise die Fanconi-Anämie (multiple Chromo-

somenstörungen) oder das Down-Syndrom (Trisomie 21), aber auch Immunde-

fekterkrankungen wie beispielsweise die schwere kombinierte Immundefizienz 

(SCID) oder Agammaglobulinämie gehen mit einem erhöhten Risiko eine Leu-

kämie zu entwickeln einher. Neben diesen Faktoren spielt auch die Exposition 

gegenüber bestimmten Karzinogenen wie Benzol, radioaktiver Strahlung oder 

alkylierenden Substanzen eine Rolle für die Entstehung von Leukämien. Patho-

genetisch kommt es bei Leukämien durch das unkontrollierte Wachsen unreifer 

hämatopoetischer Zellen, den sogenannten Blasten, zu einer Verdrängung der 

physiologischen Hämatopoese im Knochenmark und damit zu Anämie, Throm-

bozytopenie und Granulozytopenie, meist also zu einer anteiligen Verminde-

rung aller Zellen des Blutes.99 Hierbei spricht man von einer sogenannten 

Panzytopenie. Außerdem ist eine Infiltration extramedullärer Organe möglich, 
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so kann es beispielsweise zu einer Aussaat der Leukämie in den Liquorraum 

kommen, einer sogenannten Meningeosis leucaemica. 

Als ein wichtiger Faktor sowohl für die Pathogenese der Entstehung von Leu-

kämien als auch für die Aufrechterhaltung der leukämischen Zellpopulation 

wurde in Studien der letzten Jahre das Konzept der leukämischen Stammzelle 

neben hämatopoetischen Stammzellen beschrieben und näher untersucht.2 

 

1.1.4 Klassifikation 

Die Einteilung der Leukämien erfolgt anhand morphologischer, zytochemischer, 

immunologischer, biochemischer, zytogenetischer und molekulargenetischer 

Merkmale. Für die ALL und AML bestehen weitere Unterteilungen, die in Kap. 

1.1.8 aufgeführt werden und mit unterschiedlichen Prognosen assoziiert sind.99 

Nachfolgende Abbildung zeigt charakteristische KM-Ausstriche bei ALL (links) 

und AML (rechts), man erkennt links Lymphoblasten vom Typ FAB L1/L2, 

rechts myeloische Blasten vom Typ FAB M2 sowie die für die AML typischen 

Auer-Stäbchen. 

 

 
Abb. 1.2: Knochenmarkausstrich bei ALL und AML99 
Im linken Bild (ALL) Lymphoblasten vom Typ FAB L1/L2, rechts (AML) myeloische Blasten vom Typ FAB 
M2 und Nachweis von Auer-Stäbchen (aus: Sitzmann FC, Bartmann P. Pädiatrie. Stuttgart: Thieme, 
2007). 
 

1.1.5 Klinik 

Die Symptomatik einer akuten Leukämie entwickelt sich meist innerhalb weni-

ger Wochen. Es besteht häufig Müdigkeit und Appetitlosigkeit, oftmals auch 

Fieber aufgrund einer durch die Granulozytopenie bedingten Infektion. Die 

durch die begleitende Thrombozytopenie verursachte Blutungsneigung zeigt 
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sich in Form von Nasenbluten, Hirn- und Schleimhautblutungen, daneben fin-

den sich häufig Knochenschmerzen und in 2/3 der Fälle fällt eine generalisierte 

Lymphknotenschwellung und Hepatosplenomegalie auf. Bei Infiltration des ZNS 

kommt es außerdem zu Krampfanfällen, Sehstörungen und Hirndruckzeichen.99 

 

1.1.6 Diagnostik 

Aufgrund der Symptomatik kann oftmals bereits klinisch eine Verdachtsdiagno-

se gestellt werden. Zur Diagnostik dienen Differenzialblutbild, Knochenmark-

ausstrich und Liquorzytologie. Eine abdominale Sonographie erfasst zudem 

Hepatosplenomegalie, intraabdominelle Lymphome und eine mögliche Nie-

reninfiltration.99  

 

1.1.7 Therapie 

Behandlungsziel bei akuten Leukämien ist die Vernichtung der annähernd ge-

samten Leukämiezellpopulation und damit die Heilung. Die Therapie erfolgt da-

zu in mehreren Phasen: Der Induktions-, Konsolidierungs-, Reintensivierungs- 

und Erhaltungstherapie. Ziel der Induktionstherapie ist zunächst eine vollständi-

ge Remission, das bedeutet eine Elimination der Blasten im peripheren Blut und 

im Knochenmark sowie der Organinfiltrationen. Die nachfolgenden Phasen die-

nen dem Erhalt dieser Remission und somit dem krankheitsfreien Überleben. 

Um Nebenwirkungen und Komplikationen der aggressiven Chemotherapie vor-

zubeugen ist außerdem eine Supportivtherapie notwendig, dazu zählen u.a. 

auch Transfusionen von Thrombozytenkonzentraten und Frischplasma, um et-

waige Blutungen kontrollieren zu können. Unbehandelt liegt die Letalität der 

Leukämien bei 100%.99 Neben der eigentlichen Therapie, die fast ausschließ-

lich in kinderonkologischen Zentren und im Rahmen sogenannter Therapieop-

timierungsstudien erfolgt, ist auch eine Überwachung der Therapie zur Kontrolle 

von Therapieansprechen bzw. Resistenzbildung, zur Bewertung des klinischen 

Verlaufs und zur Erhebung prognostischer Faktoren notwendig. Diese Überwa-

chung findet u.a. in der Bestimmung der minimalen Resterkrankung (MRD) An-

wendung. Bei der Messung dieser sogenannten MRD wird der prozentuale An-
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teil der trotz Chemotherapie verbliebenen malignen Blasten im Knochenmark 

meist durchflusszytometrisch bestimmt und im zeitlichen Verlauf beurteilt. Die 

Relevanz dieser Messungen zeigt sich u.a. in der Bewertung als prognostische 

Faktoren: Nicht immer gelingt es, unter Therapie ein MRD-negatives Ergebnis 

bei den Patienten zu erreichen. In anderen Fällen werden Patienten, die am 

Ende der Behandlung MRD-positiv waren, ohne weitere Therapie MRD-negativ, 

sodass eine Rolle des Immunsystems bei der Beseitigung leukämischer Blasten 

zu diskutieren ist.39 In Kapitel 1.3 soll auf das Konzept der minimalen Rester-

krankung näher eingegangen werden. 

 

1.1.8 Akute Leukämien im Kindesalter 

1.1.8.1 Akute lymphatische Leukämie (ALL) 

Die ALL ist mit 25% aller Krebserkrankungen die häufigste maligne Erkrankung 

im Kindesalter. Die Inzidenz der ALL wird mit 3,5/100.000 Kindern/Jahr unter 15 

Jahren angegeben. Mit einem Verhältnis von 1,2 : 1 sind Jungen etwas häufiger 

betroffen als Mädchen, der Altersgipfel liegt zwischen 3 und 5 Jahren.99 

Je nach Antigenmuster unterscheidet man immunologisch folgende Hauptfor-

men und Subtypen der ALL:  

 

ALL Hauptform Anteil an allen ALLs Subtypen 

B-Vorläufer-Zell-ALL 84% 

prä-prä-B-ALL 

common ALL (c-ALL) 

prä-B-ALL 

Reifzellige B-ALL 3%  

T-ALL 13% 

frühe T-ALL 

kortikale T-ALL 

reife T-ALL 

AUL (unklassifizierbar) 

ALL mit Koexpression myeloischer Marker 
Tab. 1.1: Formen der akuten lymphatischen Leukämie 
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Zytogenetische und molekulargenetische Untersuchungen erlauben eine weite-

re Einteilung in prognostisch ungünstigere Formen, hierzu zählen beispielswei-

se die t(9,22)-positive ALL (Philadelphia Chromosom) oder die typischerweise 

bei Säuglingen gefundene t(4,11)-positive ALL. Hinsichtlich des Rezidivrisikos 

ist daher eine Stratifikation in Risikogruppen unabdingbar, mit denen unter-

schiedliche Therapieintensitäten und Prognosen verbunden sind.99 

Die Therapie der ALL richtet sich nach der Risikogruppe und sollte immer im 

Rahmen sogenannter Therapieoptimierungsstudien erfolgen. In der Universi-

tätskinderklinik Tübingen ist das Behandlungsprotokoll ALL-BFM 2000 etabliert. 

Wichtigster Bestandteil der Therapie ist eine Polychemotherapie mit einer Kom-

bination von u.a. Methotrexat (MTX), Vincristin, Anthrazyklinen, 6-

Mercaptopurin und 6-Thioguanin nach initialer Kortisongabe. Neben der syste-

mischen Chemotherapie ist auch eine zusätzliche Behandlung des ZNS mit in-

trathekalen Gaben von MTX zur Vermeidung von ZNS-Rezidiven 

notwendig.67,99 Gutes Ansprechen auf Kortison zu Beginn der Induktionsthera-

pie, d.h. < 1.000 Blasten/µl in peripherem Blut nach acht Tagen alleiniger Korti-

sontherapie, ist ein wesentlicher Faktor zur Risikostratifizierung. Als wichtigster 

Risiko- und Stratifizierungsfaktor ist allerdings die Bestimmung der minimalen 

Resterkrankung zu nennen (siehe Kap. 1.3). 

Eine allogene Knochenmarktransplantation (KMT) gilt in zweiter Remission 

nach einem frühen Rezidiv, d.h. während oder bis zu 6 Monate nach Chemo-

therapie, als kurative Chance. In erster Remission ist sie lediglich bei Hochrisi-

kopatienten indiziert.67 Die Prognose bei ALL ist insgesamt gesehen gut. Kom-

plette Remissionen können in etwa 95% der Fälle erreicht werden, die Überle-

bensrate nach 5 Jahren liegt heute bei über 80 %. Bei bestimmten Translokati-

onen, schlechtem Ansprechen auf Kortison oder einer reifen B-ALL ist die 

Prognose trotz intensivierter Therapie schlechter.99 

 

1.1.8.2 Akute myeloische Leukämie (AML) 

Die AML ist die zweithäufigste Leukämie im Kindesalter und geht von unreifen 

myeloischen Zellen aus. Die Inzidenz liegt bei etwa 0,6/100.000 Kindern/Jahr 

unter 15 Jahren. Auch bei der AML sind Jungen etwas häufiger betroffen als 
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Mädchen; das Verhältnis liegt bei 1,1 : 1. Im Gegensatz zur ALL liegt der Al-

tersgipfel bei der AML im Säuglingsalter und bei Kindern bis 2 Jahren. Die AML 

wird nach der FAB-Klassifikation in acht Untergruppen (M0 bis M7) eingeteilt, 

denen sich zum Teil charakteristische zytogenetische Befunde zuordnen las-

sen. Entscheidend für die Diagnose der AML sind der Nachweis der Myeloper-

oxidase in den Blasten und die weitergehenden immunologischen Untersu-

chungen.49,72  

 

AML Subtyp (FAB) 
Anteil an al-
len AMLs 

Mögliche zytogenetische 
Aberrationen 

M0: AML mit minimaler Diffe-

renzierung 
5%  

M1: AML ohne Ausreifung 15%  

M2: AML mit Ausreifung 25% t(8;21) 

M3: Akute Promyelozytenleu-

kämie 
10% t(15;17) 

M4: Akute myelomonozytäre 

Leukämie 
20%  

M5: Akute monozytäre Leukä-

mie 
10%  

M6: Akute Erythroleukämie 5%  

M7: Akute megakaryozytäre 

Leukämie 
5%  

Tab. 1.2: Formen der akuten myeloischen Leukämie  
 

Das Rezidivrisiko lässt sich anhand des AML-Subtyps, der Leukämiezellmasse 

bei Diagnose, des ZNS-Befalls, morphologischer und zytogenetischer Befunde 

sowie dem Ansprechen auf Therapie einschätzen.99 Vor allem bei der AML M5 

(akute Monoblastenleukämie) ist das Risiko eines Frühtodes, d.h. kurz vor oder 

nach dem Zeitpunkt der Diagnosestellung, durch Blutungen oder Leukostase 

infolge der Hyperleukozytose deutlich erhöht. Die Therapie der AML besteht 

ähnlich wie die ALL-Therapie in einer Polychemotherapie und ggf. Knochen-

marktransplantation in der ersten Remission bei Hochrisikopatienten.67,99 Ein-
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gesetzt zur Induktions-, Konsolidierungs- und Reintensivierungstherapie werden 

u.a. Cytrabin, Anthrazykline, Etoposid, Thioguanin, Cyclophosphamid und 

Prednison. Bei der akuten Promyelozytenleukämie (FAB M3) werden durch den 

Einsatz von Retinoiden (ATRA) und in ausgewählten Fällen Arsentrioxid39 prog-

nostische Verbesserungen erzielt. Viskosität und Hämostase des Blutes müs-

sen stets überwacht werden, gegebenenfalls sind Thrombozytenkonzentrate 

und Frischplasma zur Verbesserung der Rheologie des Blutes notwendig. 

Prognostisch nimmt die AML im Vergleich zur ALL einen schlechteren Verlauf. 

Bei etwa 20-30% der Patienten wird keine vollständige Remission erreicht, von 

diesen sind 50% Nonresponder auf die zytostatische Therapie und 50% ver-

sterben an frühen Komplikationen der AML (Blutung, Leukostase). Insgesamt 

wird die Überlebensrate nach 5 Jahren mit 47% angegeben, Kinder mit Morbus 

Down erreichen trotz reduzierter Therapie (erhöhte Toxizität der Zytostatika) 

eine Heilungsrate von 80 %. Bei der bereits erwähnten Promyelozytenleukämie 

hat sich die Heilungsrate durch Gabe von Retinoiden auf über 80 % verbes-

sert.99 

 

1.2 Hämatopoetische Stammzellen 

1.2.1 Definition 

Unter hämatopoetischen Stammzellen (HSC) versteht man pluripotente Zellen, 

die auf der Ebene der einzelnen Zelle durch asymmetrische Teilung in alle Zel-

len des hämatopoetischen Systems ausdifferenzieren können und gleichzeitig 

die Fähigkeit haben sich durch symmetrische Teilung selbst zu erneuern. 

Selbsterneuerung bedeutet dabei die Entstehung zweier pluripotenter Tochter-

HSCs aus einer pluripotenten HSC. Bei asymmetrischer Teilung entsteht neben 

einer identischen HSC eine Progenitorzelle mit reduziertem Selbsterneue-

rungspotential, aber der Fähigkeit zur klonalen Expansion und damit Aufrecht-

erhaltung der zirkulierenden Blutpopulation.90 Hämatopoetische Stammzellen 

repräsentieren beim Menschen bis zu 0,05 % der Zellen des Knochenmarks 

und sind unter anderem für die Regeneration der Zellen des hämatopoetischen 

Systems nach Zytostatikatherapie oder KMT verantwortlich.78 
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1.2.2 Eigenschaften und Funktionen von HSCs 

Bereits 1963 wurde über eine im Knochenmark lokalisierte Population soge-

nannter radioprotektiver Zellen berichtet, die sowohl über die Eigenschaft der 

Selbsterneuerung als auch über die der Differenzierung in mehrere Zelllinien 

verfügten.98 Diese Thesen und die Bezeichnung dieser Zellen als radioprotektiv 

bauten auf Experimenten auf, die gezeigt hatten, dass Mäuse, die mit einer le-

talen Dosis bestrahlt worden waren, überlebten und es zu einer Repopulation 

hämatopoetischen Gewebes mit lympohämatopoetischen Zellen kam, wenn 

man ihre Milz mit einem Bleischild schützte oder nach der Bestrahlung synge-

nes Knochenmark transfundierte.44,57,73,82 Mithilfe von modernen Methoden wie 

FACS konnten diese Zellen aufgereinigt und näher erforscht werden. Der 

Nachweis des erwähnten self-renewal lässt sich am besten durch Transplanta-

tion dieser Zellen in einen Empfänger und Messung der Aktivität der Progeni-

torzellen im Empfänger erbringen.78 HSCs befinden sich darüber hinaus im 

Stadium der Quieszenz, d.h. einer Art Ruhezustand, in welchem keine Zelltei-

lung stattfindet. Der Zustand der Quieszenz stellt einen natürlichen Schutz von 

HSCs gegenüber schädigenden Einflüssen wie z.B. in den Zellzyklus eingrei-

fende Zytostatika dar.21 Experimentell lässt sich die Proliferationsfähigkeit als 

Kologenizität messen, d.h. sie bilden sogenannte colony forming units (CFUs) 

aus, was die Wiederherstellung und Aufrechterhaltung der Zellen des hämato-

poetischen Systems ermöglicht.90 HSCs lassen sich hinsichtlich ihrer Fähigkeit 

zur Wiederherstellung des hämatopoetischen Systems in pluripotente Langzeit-

HSCs (long-term HSCs) und pluripotente transiente (short-term) HSCs eintei-

len. Transiente HSCs ermöglichen im Vergleich zu Langzeit-HSCs das schnel-

lere Wiederheranwachsen des hämatopoetischen Systems, aufgrund ihrer ge-

ringeren Selbsterneuerungsfähigkeiten jedoch nur über wenige Wochen hinweg 

und bis zu einem reduzierten Ausmaß, darüberhinaus sind sie schwieriger zu 

identifizieren. Langzeit-HSCs dagegen sind durch ihr verbessertes „self-

renewal“-Potential befähigt das hämatopoetische System lebenslang aufrecht-

zuerhalten.91 In vivo getestet variieren beide Klassen hinsichtlich ihrer Selbster-

neuerung und ihres proliferativen Potentials stark.78 Langzeit-HSCs befinden 

sich vergleichsweise häufig in der Phase der Quieszenz und sind daher nur 
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wenig mitotisch aktiv.116 Es konnte gezeigt werden, dass sich lediglich 4% der 

Langzeit-HSCs, jedoch bis zu 18% der transienten HSCs in Phase S/G2/M des 

Zellzyklus befinden.79  

Der Prozess der Ausdifferenzierung dieser Zellen wird durch vielfältige Einfluss-

faktoren wie Zytokine, Interaktionen mit Stromazellen und extrazelluläre Matrix-

proteine gesteuert.77 Während dieses Prozesses entstehen aus den pluripoten-

ten HSCs oligopotente Progenitorzellen als gemeinsame Vorläuferzellen für die 

unterschiedlichen reifen Zellen, wobei die jeweilige Zelllinie in den Progenitor-

zellen bereits determiniert ist. Ausdifferenzierte Blutzellen sind mit Ausnahme 

von Lymphozyten nicht mehr in der Lage sich zu teilen. 

 

 
Abb. 1.3: Ontogenese hämatopoetischer Zellen aus HSCs3 
Die Abbildung zeigt die sukzessive Ausdifferenzierung von Zellen des peripheren Blutes aus hämatopoeti-
schen Stammzellen (HSCs). Dargestellt sind Langzeit-HSCs (LT-HSC) und transiente oder Kurzzeit-HSCs 
(ST-HSC) sowie multipotente Progenitorzellen (MPP), aus denen zunächst gemeinsame Vorläuferzellen 
der lymphatischen und myeloischen Zelllinie hervorgehen (CLP: common lymphatic progenitor, CMP: 
common myeloid progenitor), die sich später zu reifen Zellen des peripheren Blutes weiterentwickeln. 
Beeinflussende intrinsische und extrinsische Faktoren sind am unteren Bildrand abgebildet. Aus: Ahmed 
F. Role of the ABC transporter ABCG2 in human haematopoesis. Dissertation: LMU München, 2007. 
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1.2.3 Identifizierung von HSCs 

Die Untersuchung von hämatopoetischen Stammzellen erfordert eine möglichst 

genaue Identifizierung dieser Zellen in einer Blut- oder Knochenmarkprobe. An-

hand der vielfältigen Expression von Oberflächenmarkern, die systematisch als 

„Cluster of Differentiation“-Antigene (CD-Antigene) eingeteilt sind, lassen sich 

unterschiedliche Entwicklungsstadien beschreiben, die per FACS-Analyse von-

einander differenzierbar sind.2 Gut etabliert ist der Nachweis von HSCs mithilfe 

von CD34, einem sogenannten Stammzellmarker, für den gezeigt werden konn-

te, dass CD34+-Zellpopulationen mit CFUs (colony forming units) angereichert 

sind. Signifikant deutlichere Stammzelleigenschaften wurden für diese CD34+-

Zellen nachgewiesen, wenn sie gleichzeitig negativ für CD38 waren: Zellpopula-

tionen mit dem Phänotyp CD34+/CD38- besaßen einen vierfach erhöhten Anteil 

an CFUs gegenüber CD34+/CD38+-Zellen.31 Zur genaueren Identifikation wer-

den zusätzliche Marker wie CD133 und CD119 eingesetzt, die hauptsächlich 

von erst gering differenzierten Zellen, bzw. bereits weitgehend determinierten 

Zellen exprimiert werden, oder weitere Marker einer sogenannten Lineage-

Gruppe, d.h. Marker einer Gruppe von Zellen, die in ihrer Zelllinie bereits de-

terminiert sind. Stammzellen lassen sich zusammenfassend also als 

CD34+/CD38-/lin- (lin für lineage) beschreiben.50 Die Selektion von CD34+-

Zellen ist für den klinischen Alltag der Stammzellgewinnung für Transplantionen 

zum Standard geworden, obwohl gezeigt werden konnte, dass nicht alle HSCs 

CD34 exprimieren und auch manche CD34--Zellen ein hohes Potential zur Ko-

loniebildung haben.50 Davon unabhängig weisen die CD34+-HSCs jedoch aus-

reichend Potential auf eine langfristige Hämatopoese nach Chemotherapie zu 

gewährleisten.7,83 Bislang konnte jedoch kein verlässlicher Oberflächenmarker 

identifiziert werden, um HSCs spezifisch nachzuweisen. Derzeitige Entwicklun-

gen basieren daher hauptsächlich auf der Messung spezifischer enzymatischer 

Eigenschaften von Stammzellen, die wichtigsten davon sind Untersuchungen 

mit Hoechst 33342, einem DNA anfärbenden fluoreszierenden Farbstoff, und 

Messungen der Aldehyd-Dehydrogenaseaktivität (ALDH) mit einem Reagenz 

namens Aldefluor®, einem Substrat der ALDH.2 Der Nachweis hämatopoeti-
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scher und auch sogenannter leukämischer Stammzellen mit den beschriebenen 

Methoden ist auch Gegenstand aktueller Forschung in unserer Arbeitsgruppe.  

 

1.3 Minimal Residual Disease 

1.3.1 Grundlagen, Durchführung und Zielsetzung 

Für Patienten mit akuten Leukämien konnte nachgewiesen werden, dass bei 

Diagnosestellung rund 1012 maligne Zellen verteilt im Knochenmark und peri-

pheren Blut vorhanden sein können. Von einer morphologischen Remission der 

Erkrankung spricht man, wenn diese neoplastischen Zellen, d.h. Blasten, nur 

noch einen Anteil von maximal 5% der Zellen des Knochenmarks ausmachen, 

was der unteren Nachweisgrenze für einen morphologischen Nachweis der Er-

krankung im mikroskopisch untersuchten Knochenmarkausstrich entspricht. 

Dessen ungeachtet können in dieser Situation jedoch noch immer bis zu 1010 

neoplastische Zellen vorhanden sein, die mit morphologischen Methoden allein 

nicht detektierbar sind.26 

Im Rahmen von Untersuchungen der minimalen Resterkrankung (MRD) werden 

diese Zellen, welche für die Erhaltung der Leukämie und die Entstehung von 

Rezidiven verantwortlich gemacht werden, näher charakterisiert und beschrie-

ben. Ihre Identifizierung und Quantität werden bei klinischen MRD-Messungen 

ausführlich untersucht. Zu der primären Zielsetzung der Bestimmung dieser 

minimalen Resterkrankung in der Klinik zählen das frühe Erkennen eines dro-

henden Rezidivs einer Leukämie und die Erkennung von Patienten, die auf-

grund ihrer MRD-Last ein höheres Risiko für einen ungünstigeren Krankheits-

verlauf tragen. Zusätzlich kann durch MRD-Messungen Fragestellungen nach 

der Biologie einer Leukämie oder ihrem Ansprechen auf eine bestimmte Be-

handlung, also z.B. der Effektivität unterschiedlicher Chemotherapeutika, nach-

gegangen werden. Darüber hinaus können durch Messungen der minimalen 

Resterkrankung ZNS-Befall durch leukämische Zellen und die Effektivität der 

Aufbereitung von Zellen für autologe Knochenmarktransplantationen untersucht 

werden.19,26,55 Die folgende Tabelle veranschaulicht eine Auswahl möglicher 

Anwendungen von MRD-Messungen im klinischen Alltag.26 
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Zeitpunkt Anwendung 

Während Induktionstherapie Primäres Ansprechen auf Therapie 

Beginn der Konsolidierungs-

therapie 

Identifikation von Patienten mit erhöhtem Rück-

fallrisiko 

Durchgehend während 

Behandlung 

Erkennung eines drohenden Rezidivs 

Extramedulläre Identifizierung leukämischer Zel-

len (z.B. im ZNS durch Liquoranalyse) 

Vor autologer SZT 

Erkennung von Kontamination durch leukämi-

sche Zellen 

Evaluation von Aufbereitungstechniken 

Vor allogener SZT 
Identifikation von Patienten mit erhöhtem Rück-

fallrisiko 
Tab. 1.3: Auswahl möglicher Anwendungen von MRD-Messungen 
 

Erste Arbeiten zur Bestimmung der MRD wurden zunächst per Fluoreszenzmik-

roskopie durchgeführt.18,112 Es zeigte sich jedoch schnell, dass diese Methode 

zwar zuverlässig, eine Anzahl mehrerer Tausend Zellen manuell zu prüfen je-

doch mühsam und zeitaufwändig ist. Diesen Prozess zu automatisieren und per 

Computer auswerten zu können, war der Grund für die Entwicklung und den 

raschen Zugewinn an Bedeutung für die MRD-Messung per Durchflusszytomet-

rie. Dadurch werden neben der simultanen Analyse multipler Parameter gleich-

zeitig auch die Quantifizierung von Antigenen und das rasche Messen von sehr 

hohen Zellzahlen ermöglicht.26  

Die Bestimmung der minimalen Resterkrankung beruht hauptsächlich auf dem 

Nachweis von Kombinationen an Oberflächenantigenen auf Leukozyten, die in 

dieser Konstellation normalerweise nicht im Blut oder Knochenmark beobachtet 

werden.28 Man spricht dabei von einem sogenannten aberranten Immunphäno-

typ. Diese leukämieassoziierten Phänotypen lassen sich in durchflusszyto-

metrischen Analysen mittels Fluorochrom-konjugierter Antikörper in üblicher-

weise bis zu vier Farben identifizieren.26 Ergänzend zu dieser Messung besteht 

die Möglichkeit, Zellen nach ihrer Analyse per FACS zu sorten, d.h. nach be-

stimmten Eigenschaften mechanisch voneinander zu trennen und zusätzlich 

durch nachgeschaltete FISH- (fluorescence in situ hybridization)41 oder DNA-
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Analyse81 näher zu untersuchen. Dabei können die Unterschiede in der Expres-

sion von Antigenen auf der Zelloberfläche quantitativ, qualitativ oder beides zu-

gleich sein. So ist beispielsweise die kombinierte Expression von CD3 und TdT 

ein typisches Merkmal von Blasten einer T-ALL, da diese Kombination auf nor-

malen Zellen des Knochenmarks nicht beobachtet wird.29 Quantitative Unter-

schiede liegen im Gegensatz dazu z.B. für die Marker CD38, CD45 oder CD22 

vor, was bedeutet, dass leukämische Blasten in diesem Fall durch abweichende 

Intensität der Expression (stärker oder schwächer) des jeweiligen Markers er-

kannt werden. Für CD38 und CD45 stellt in diesem Sinne eine Unterexpression 

auf Leukozyten ein abnormales Merkmal in einigen B-ALL Fällen dar.9 Die Be-

stimmung der minimalen Resterkrankung erfordert aus diesen Gegebenheiten 

detaillierte Informationen über die immunophänotypischen Befunde der leukä-

mischen Zellen eines Patienten zum Zeitpunkt der Diagnosestellung. Nur so 

kann ein aussagekräftiges Follow-Up für bestimmte individuell variierende Mar-

ker gewährleistet werden. Sind diese Immunphänotypen nicht bekannt, so 

müsste man streng genommen die gesamte Palette potentiell nützlicher Marker 

untersuchen - eine kostspielige und aufwändige Option, die dazu nicht einmal 

garantieren kann, die minimale Resterkrankung zu identifizieren.26  

Ein weiterer wichtiger Punkt bei der MRD-Bestimmung durch immunophänoty-

pische Marker ist das Einschließen sogenannter Templates bei jeder Auswer-

tung. Templates sind Knochenmarkproben von nicht maligne erkrankten Spen-

dern wie z.B. Patienten mit einer rheumatologischen Erkrankung, sie enthalten 

Zellen von normalem oder regeneratorischem Knochenmark und dienen als 

Kontrolle dafür, wo die Zellpopulationen in den verschiedenen Gates für die 

einzelnen Marker im Falle normal regenerierenden Knochenmarks zur Darstel-

lung kommen. Der Anteil der Fälle, die mit den beschriebenen Methoden der 

MRD-Bestimmung untersucht werden können, variiert aufgrund der Anzahl ver-

fügbarer Templates und der Zahl der pro Patient untersuchten Marker.26 Mit der 

Verfügbarkeit von Techniken zur Permeabilisierung und Fixierung von Zellen 

wurde es möglich, auch intrazelluläre Antigene von Zellen per Durchflusszyto-

metrie zu detektieren.53,56,64,87,95,100 Diese intrazellulären Marker erweitern die 

Möglichkeiten, die minimale Resterkrankung in einem Patienten im Verlauf der 



Einleitung 

15 

Erkrankung zu verfolgen. Für die Bestimmung der MRD-Last im Verlauf ist je-

doch wie oben erwähnt die Definition mehrerer individueller Marker bei Diagno-

sestellung, mit denen sich im Einzelfall die leukämische Zellpopulation nach-

weisen lässt, eine grundsätzliche Voraussetzung, da so die leukämietypischen 

Zellen, die unter Therapie nur noch in sehr geringer Zahl vorhanden sind, sicher 

nachweisbar sind. Um die Anzahl der für eine MRD-Patientenprobe zu färben-

den Teströhrchen gering zu halten, sind heute Färbungen und FACS-Analysen 

mit vier Farben gleichzeitig etabliert.26 Die Sensitivität der durchflusszytometri-

schen Analyse von Zellsuspensionen wird in Studien mit einer Detektierbarkeit 

von maximal 1 Zelle unter 106 Zellen, d.h. 10-6, angegeben. Dieser Wert ist je-

doch nur zu erreichen, wenn sehr viele (≥ 107 Zellen) untersucht werden und 

die Fluidik der Messgeräte gründlichst gereinigt wird. Da die Zellzahl in MRD-

Proben wie bereits erwähnt in vielen Fällen relativ gering ausfällt (oftmals 

< 10 x 106 Zellen, eigene Daten) und der aberrante leukämiespezifische Im-

munphänotyp nicht in jedem Fall eine so hohe Auflösung wie unter Zellsuspen-

sionsbedingungen erlaubt, ist eine Sensitivität von 10-4 eine realistischere An-

gabe für die praktische Anwendung der MRD-Messung (siehe Kap. 5).26 Für die 

neben der Durchflusszytometrie etablierten Methoden der MRD-Messung mit-

tels PCR oder RT-PCR ergaben sich hinsichtlich Sensitivität recht ähnliche Er-

gebnisse.63 Eine enge Korrelation der MRD-Last bei Leukämien mit dem klini-

schen Verlauf und der Prognose der Patienten konnte in mehreren Studien ge-

zeigt werden.4  

Vor diesem Hintergrund erklärt sich die feste Integration von Knochen-

markpunktionen und nachgeschalteter MRD-Messungen zu bestimmten Zeit-

punkten in heute etablierten Behandlungsprotokollen akuter und chronischer 

Leukämien. Auf diese Weise kann z.B. der Nachweis einer hohen MRD-Last 

Patienten identifizieren, die einem erhöhten Risiko ausgesetzt sind und ggf. ei-

ne intensivierte Therapie zur Erhaltung der klinischen Remission benötigen.  
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1.3.2 Wissenschaftlicher Stand der MRD bei kindlichen Leukämien 

1.3.2.1 Allgemeines 

Messungen der minimalen Resterkrankung (MRD) bei Kindern mit akuten Leu-

kämien liefern wichtige Informationen für das Therapieansprechen und sind 

ausschlaggebende Parameter für die Stratifizierung der Therapieintensität ak-

tueller Behandlungsprotokolle. 

Bei der akuten lymphoblastischen Leukämie (ALL) basieren die MRD-

Messungen entweder auf der Amplifikation von Antigen-Rezeptor-Genen durch 

PCR, oder auf dem Nachweis eines abnormalen Immunphänotyps mittels 

Durchflusszytometrie (DC). Bei der akuten myeloischen Leukämie (AML) steht 

derzeit für die Mehrheit der Fälle nur die FACS-gestützte Messung der MRD zur 

Verfügung; nur in wenigen Fällen, wenn chromosomale Veränderungen oder 

Fusionstranskripte vorliegen, ist eine Verfolgung der MRD einer AML auch mit-

tels PCR möglich.23 Wie unten diskutiert, konnte in mehreren großen klinischen 

Studien eine deutliche Korrelation zwischen MRD-Last und Rezidivrisiko ge-

zeigt werden.32,35,36 Die Anpassung der Therapieintensität hin zu aggressiveren 

oder weniger aggressiven Chemotherapiekonzepten und die Einteilung von Pa-

tienten in Standard-, Mittel- oder Hochrisikogruppen in Abhängigkeit von der 

individuellen MRD-Last können somit als direkte klinische Anwendungen der 

MRD angesehen werden. Darüberhinaus helfen die Ergebnisse der MRD-

Forschung beim Verständnis zellulärer und molekularer Mechanismen der Ent-

stehung von Therapieresistenzen in vivo.23 Nach Abschluss der Induktionsthe-

rapie sind beim größten Teil der Patienten leukämische Zellen unterhalb der mit 

morphologischen Methoden detektierbaren Grenze vorhanden. In dieser Situa-

tion ist es unter alleinigem Einsatz morphologischer Methoden denkbar einen 

nicht unwesentlichen Anteil leukämischer Zellen (den sogenannten „leukemic 

burden“) mit der Folge einer Untertherapie und erhöhtem Rezidivrisiko zu über-

sehen. Dem gegenüber steht jedoch die Überschätzung des Anteils leukämi-

scher Zellen mit nachfolgender Übertherapie und erhöhter Toxizität, da sich 

normale hämatopoetische Zellen und leukämische Blasten morphologisch sehr 

ähnlich sind und die Zuordnung subjektiv erfolgt.28  
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Diese Umstände haben in den vergangenen zwei bis drei Jahrzehnten zur Er-

forschung von Methoden geführt, mit denen das Ausmaß der leukämischen Zel-

len in Patienten mit morphologischer Remission genauer, d.h. wesentlich sensi-

tiver, und vor allem objektiv erfasst werden kann. Das Resultat dieser Entwick-

lungen bedeutet bisher eine um den Faktor 100 oder mehr erhöhte Sensitivität 

der MRD-Messungen mit den genannten Methoden DC und PCR im Vergleich 

zu rein morphologischen Messungen.24,102 Die Definition einer klinischen Re-

mission und angepasste Behandlungskonzepte werden auf diese Weise durch 

fortlaufende Messungen der minimalen Resterkrankung im Verlauf der Erkran-

kung entscheidend mitbestimmt. 

 

1.3.2.2 Methodik – Durchflusszytometrie vs. PCR 

Das gemeinsame Prinzip beider etablierter Nachweismethoden der minimalen 

Resterkrankung – Durchflusszytometrie und (Real-Time-)PCR – basiert auf 

dem Nachweis molekularer und/oder zellulärer Veränderungen, die es ermögli-

chen, leukämische Blasten von normalen Zellen der Hämatopoese zu differen-

zieren.24,102 Dazu gilt es bei beiden Methoden zunächst geeignete Merkmale 

zum Zeitpunkt der Erstdiagnose oder eines Rezidivs zu identifizieren, um sie im 

Verlauf für die Bestimmung der minimalen Resterkrankung einsetzen zu kön-

nen. Die sich daraus ergebende Anwendbarkeit einer Methode für die Verfol-

gung der MRD eines Patienten ist abhängig von Existenz und Anzahl besagter 

Unterschiede, die wie oben erwähnt bei der DC auf der Expression abnormaler 

Immunphänotypen und bei der PCR entweder auf Gen-Rearrangements von 

Immunglobulin- (Ig) oder T-Zellrezeptor- (TCR) Proteinen oder der Amplifikation 

von Fusionstranskripten beruhen. Campana und Coustan-Smith geben für die 

Anwendbarkeit der DC auf ALL-Patienten einen Anteil von 98 % der untersuch-

ten Fälle an, für die AML 93 %.23,24,26,35 Ein PCR-Nachweis Ig- und TCR-

codierender Gene lässt sich, wie Pongers-Willemse et al. zeigen, in 90 % der 

Fälle für die ALL88 und nach Boeckx et al. nur in < 10 % der Fälle für die AML 

erbringen.12 Der Nachweis von Fusionstranskripten durch RT-PCR gelingt nach 

Van der Velden et al. nur in < 50 % der ALL-Fälle und < 20 % der AML-Fälle.110  
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Das Monitoring der Persistenz klonaler Antigen-Rezeptor-Gene durch PCR er-

laubt eine sehr sensitive und dabei objektive Erfassung der MRD (s. unten). 

Trotzdem kann die Reliabilität der PCR-Methode in manchen Fällen verringert 

sein: Liegen in einer Population leukämischer Zellen mehrere Gen-

Rearrangements vor, so kann ein bei Diagnosestellung unbedeutender Klon im 

Verlauf der Erkrankung dominant werden und dem Monitoring entgehen, wenn 

nur der initial dominante Klon verfolgt wird.103,108 Daher ist es ratsam, sofern 

vorhanden, zwei oder mehr unterschiedliche Gen-Rearrangements zu verfol-

gen. In einer großen Studie von Flohr et al. an insgesamt 3341 Patienten konn-

ten für 71 % (2365) zwei oder mehr dieser sogenannten Targets identifiziert 

werden, in 20 % (671) der Fälle jedoch nur ein einzelnes Target.43 Ausführliche 

Studien für die standardisierte klinische Anwendung des PCR-gestützten 

Nachweises wurden von der BIOMED Collaborative Group erstellt und 2007 

publiziert.109 Bei der MRD-Analyse durch real-time-PCR ist das PCR-Produkt 

direkt proportional zur Anzahl leukämischer Zellen, da jede Zelle eine Kopie des 

Gen-Rearrangements trägt. Für die Sensitivität der (RT-)PCR werden in der 

praktischen MRD-Analyse Werte von etwa 10-3 bis 10-5 angegeben, was einer 

Detektion von einer leukämischen Zelle unter 1.000 bis 100.000 Zellen ent-

spricht.23 Die Untersuchung von Targets, die durch chromosomale Veränderun-

gen und resultierende Gen-Fusionen bedingt sind, bietet eine dritte Möglichkeit 

für die MRD-Analyse mittels (RT-)PCR. Dazu zählen Fusionstranskripte wie 

beispielsweise BCR-ABL1, MLL-AFF1, TCF3-PBX1 und ETV6-RUNX1 bei der 

ALL oder RUNX1-RUNX1T1, CBFB-MYH11 und PML-RARA bei der AML. 

Nach van Dongen et al. und Gabert et al. besteht der größte Nachteil bei der 

Verfolgung der MRD anhand von Fusionstranskripten neben der relativen Sel-

tenheit von Fällen mit positivem Nachweis eines Targets allerdings darin, dass 

die Anzahl von Transkripten pro (leukämischer) Zelle unter den Patienten mit 

identischem genetischem Leukämie-Subtyp stark variiert und zudem durch The-

rapie stark verändert wird. 46,113  

Der immunphänotypische Nachweis und die Quantifizierung abnormal expri-

mierter Oberflächenantigene sowie intrazellulärer Antigene zur Unterscheidung 

normaler hämatopoetischer Zellen von leukämischen Blasten lässt sich am bes-
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ten durch Durchflusszytometrie unter Einsatz möglichst vieler Parameter errei-

chen.24 MRD-Analysen mithilfe der DC bieten neben der genauen Quantifizie-

rung den Vorteil der schnellen Durchführbarkeit und die Messung einer großen 

Anzahl von Zellen. Zusätzlich lassen sich bei durchflusszytometrischen Analy-

sen gleichzeitig Informationen über den Status der normalen hämatopoetischen 

Zellen gewinnen. Die Reliabilität dieser Methode ist abhängig von der Anzahl 

und Stabilität der zur Verfügung stehenden Antikörperkombinationen. Je mehr 

Antikörper eingesetzt werden können, desto besser können Änderungen des 

Immunphänotyps (immunophenotypic switches) der leukämischen Zellen kom-

pensiert werden. Verschiebungen im leukämiespezifischen Immunphänotyp 

stellen analog zur variablen Dominanz eines bestimmten Klons bei der PCR-

gestützten Analyse (s. oben) einen Nachteil dieser Methode dar.6,32,48,115 Die 

MRD mittels DC erfordert außerdem besondere technische Erfahrung bei der 

Verarbeitung der Zellen, um Kontaminationen zu verhindern, darüberhinaus 

gute Expertise bei der Auswahl der Antikörperkombinationen und Kenntnis über 

die unterschiedlichen immunphänotypischen Markerkombinationen von physio-

logischen und regenerierenden Zellen des Knochenmarks, insbesondere von 

frühen, d.h. noch undifferenzierten KM-Zellen.26 Die Sensitivität der DC für den 

Einsatz zu MRD-Analysen unter praktischen Bedingungen ist in mehreren Stu-

dien von Campana und Coustan-Smith et al. belegt und wird mit 10-3 bis 10-4 

angegeben, was einer Detektion von einer leukämischen Zelle unter 1.000 bis 

10.000 Zellen entspricht.26,35 Dabei ist die erreichte Sensitivität abhängig vom 

Grad der immunphänotypischen Abweichung der leukämischen von normalen 

Zellen und der zur Verfügung stehenden Gesamtzellzahl. Campana und Cous-

tan-Smith et al. zeigten, dass für > 90 % aller untersuchten ALL-Patienten im-

munphänotypische Marker für ein Monitoring der MRD bei einer Sensitivität von 

10-4 identifiziert werden konnten.26,35 Für AML-Patienten konnten wie oben be-

schrieben in 93 % der Fälle Marker identifiziert werden, wobei aufgrund einer 

partiellen Überschneidung bestimmter Immunphänotypen normaler hämatopoe-

tischer Zellen mit dem leukämischer Zellen in rund 40 % der Fälle nur eine 

Sensitivität von 10-3 erreicht werden konnte.34 Dafür zeigte sich bei der Unter-

suchung von 41 ALL-Patienten, die ein klinisches Rezidiv erlitten hatten, eine 
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gute Stabilität der identifizierten Marker in der Persistenz von mindestens einer 

immunphänotypischen Markerkombination bei 33 Patienten (80,5 %).26 

Wenn man annimmt, dass das Ergebnis einer MRD-Analyse eng mit der Anzahl 

leukämischer Zellen in einer Probe korreliert, ist zu erwarten, dass sich in einem 

Vergleich der unterschiedlichen Methoden konkordante Ergebnisse erzielen 

lassen. Eine 2005 durchgeführte Studie von Kerst et al. vergleicht die MRD-

Analyse durch die beschriebenen Methoden in direktem Vergleich bei einem 

Kollektiv von 45 ALL-Patienten (37 B-ALL, 8 T-ALL). In der Studie erzielten DC 

und RT-PCR annähernd konkordante Ergebnisse. Auch bei allen acht unter-

suchten T-ALL-Patienten konnten geeignete Immunphänotypen für die MRD-

Analyse per DC identifiziert werden. Durchflusszytometrisch konnten in 41 Fäl-

len (91 %) leukämieassoziierte immunphänotypische Marker bei einer Sensitivi-

tät von 10-4 identifiziert werden, was sehr gut zu obenstehenden Ergebnissen 

von Campana und Coustan-Smith korreliert. Die quantitative real-time-PCR er-

reichte in 38 Fällen (84 %) die Identifikation von mindestens einem Antigen-

Rezeptor-Genrearrangements bei einer Sensitivität von mindestens 10-4. Die 

Kombination beider Methoden erlaubte ein MRD-Monitoring in 100 % der Fälle. 

Für beide Methoden ergaben sich allerdings auch Limitationen: Bei der DC war 

die Zahl eingesetzter Antikörperkombinationen, bei der real-time-PCR das Pa-

nel eingesetzter Primer begrenzt. In 105 Follow-Up-Proben zeigten sich die 

gemessenen MRD-Ergebnisse hochkonkordant (Bland-Altmann-Abweichung 

< 5).63 Eine andere Studie von Neale et al. belegt diese Beobachtungen an ei-

nem noch größeren Kollektiv von insgesamt 227 pädiatrischen B-ALL-Patienten 

mit 1375 Proben, wovon 736 Proben KM-Aspirationen waren. Auch hier korre-

lierten die Ergebnisse von DC-MRD und PCR-MRD sehr gut: Bei 1329 der 1375 

Proben (96,7 %) stimmte die Zuordnung der Ergebnisse in die MRD-Bereiche 

≥ 0,01 % bzw. < 0,01 % überein, lediglich in 28 Fällen (2,0 %) zeigte die DC-

MRD ein Ergebnis von ≥ 0,01 % an, die PCR-MRD dagegen ein Ergebnis von 

< 0,01 %. Die Kombination beider Methoden ermöglichte auch hier ein MRD-

Monitoring für alle Patienten.80 

Beide Methoden zu kombinieren erscheint also als das beste Vorgehen, jedem 

Patienten ein geeignetes MRD-Monitoring anzubieten und gleichzeitig falsch 
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positive Ergebnisse zu minimieren. Die praktische Umsetzung einer routinemä-

ßigen kombinierten Anwendung beider Methoden für jeden Patienten dürfte je-

doch vor dem Hintergrund der hohen Arbeitsbelastung und der damit verbun-

denen hohen Kosten sowie dem stets begrenzten Probenmaterial kaum reali-

sierbar sein, so dass wohl weiterhin zwischen den beiden Methoden priorisiert 

werden wird. Als Vorteil der Durchflusszytometrie lässt sich die breitere Verfüg-

barkeit von FACS-Geräten in klinischen Zentren anführen, doch die Durchfüh-

rung einer MRD-Analyse per DC erfordert Expertenwissen der Immunphänoty-

pisierung und Interpretation der Ergebnisse sowie eine anspruchsvolle techni-

sche Umsetzung der Tests, da sich sonst eine relativ hohe Bias einstellt.26 DC 

lässt sich jedoch in den meisten Fällen schneller durchführen als eine PCR-

Analyse, was insbesondere in frühen Therapiestadien wie beispielsweise an 

Tag 15 einen Vorteil gegenüber der PCR bedeutet, da die Entwicklung eines 

geeigneten PCR-Assays bis zu zwei Wochen dauern kann. Gegen Ende der 

Therapie kann es dagegen aufgrund der höheren Sensitivität der PCR in man-

chen Fällen möglich sein eine MRD-Last nachzuweisen, die durchflusszytomet-

risch nicht detektierbar ist.23 Was die Kosten betrifft, werden für beide Methoden 

im Gesamten ähnliche Angaben gemacht.63  

Abschließend lässt sich sagen, dass sich für die ALL eine konkurrierende Situa-

tion der Methoden ergeben hat, wohingegen bei AML-Patienten die MRD per 

Durchflusszytometrie aufgrund der weit höheren Anwendbarkeit vorrangig ist. 

 

1.3.2.3 Korrelation der MRD mit dem klinischen Verlauf 

Die prognostische Bedeutung der durchflusszytometrisch analysierten MRD 

und deren Korrelation mit dem klinischen Verlauf sind in mehreren Studien so-

wohl für die ALL als auch für die AML belegt.14,32,35,36,38 Es konnte gezeigt wer-

den, dass eine MRD von < 0,01 % Blasten (dies entspricht der in der Praxis 

angegebenen Nachweisgrenze der MRD per DC) im Knochenmark zu jedem 

Zeitpunkt der Therapie mit einem signifikant niedrigeren 5-Jahres-Rezidivrisiko 

assoziiert ist: In einer im Jahr 2002 durchgeführten Studie von Coustan-Smith 

et al. wurden KM-Analysen von 110 ALL-Patienten an Tag 19 nach Beginn der 

Induktionstherapie untersucht. Bei den darunter MRD-negativen Patienten (51 
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mit MRD < 0,01 %) zeigte sich ein 5-Jahres-Risiko für Rezidiv oder Therapie-

versagen von 6 % ± 3,4 %, bei den 59 Patienten mit MRD ≥ 0,01 % ein Risiko 

von 32,2 % ± 6,5 % mit statistischer Signifikanz (p < 0,001).35 Ein noch größe-

res Kollektiv von insgesamt über 2100 pädiatrischen B-ALL-Patienten wurde 

2008 von Borowitz et al. mittels MRD-Analysen von KM nach Abschluss der 

Induktionstherapie und peripheren Blutproben 1 Woche nach Einleitung der In-

duktionstherapie untersucht. Es zeigte sich konkordant zu den Untersuchungen 

von Coustan-Smith et al. ein von Therapiestadium und Risikogruppe unabhän-

giges schlechteres event-free-survival für Patienten mit nachgewiesener MRD-

Last von ≥ 0,01 %. Dabei stellten sich die Ergebnisse der analysierten KM-

Proben als der wichtigste prognostische Faktor heraus und es gelang darüber-

hinaus mithilfe der MRD sowohl frühe als auch späte Rezidive besser vorherzu-

sehen.14  

Konkordant zu den Ergebnissen der durchflusszytometrischen MRD-

Messungen zeigte sich auch in mehreren Untersuchungen der MRD mittels 

quantitativer PCR eine bedeutsame Korrelation der MRD mit dem klinischen 

Verlauf.20,30,43,114,120 In der multizentrischen Studie AIEOP-BFM ALL 2000 wur-

den ALL-Patienten mithilfe der quantitativen PCR in drei Gruppen (Standard-, 

Mittel- und Hochrisikogruppe) eingeteilt und das 10-Jahres-event-free-survival 

von Flohr et al. analysiert und 2008 publiziert. Für die Standard-Risikogruppe 

zeigte sich ein 10-Jahres-event-free-survival in 93 % der Fälle, für die Mittel-

Risikogruppe in 74 % und für die Hochrisikogruppe in 16 % der Fälle. Wie oben 

bereits erwähnt, war die PCR-basierte MRD-Analyse mangels ausreichender 

„Targets“ in manchen Fällen nicht durchführbar: Eine MRD-gestützte Einteilung 

gelang in dieser Studie für 2594 von insgesamt 3341 Patienten (78 %).43 Als 

geeignetster Schwellenwert für die Vorhersage eines 5-Jahres-Rezidivrisikos 

konnte eine MRD-Last von 0,1 % identifiziert werden (72 % für Patienten über 

diesem Wert, 12 % für Patienten mit niedrigerem Level, n = 284, p < 0,001).120  

Die PCR-gestützte Bestimmung der MRD erlaubt überdies prädiktive Aussagen 

über das Outcome stammzelltransplantierter Patienten.4,51,65,66,107,111 Bader et 

al. zeigten 2002 für ALL-Patienten, die eine T-Zell-depletierte Stammzellthera-

pie erhielten, dass eine hohe MRD-Last von 0,1 - 1 % vor Stammzelltransplan-
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tation (SZT) mit einem erhöhten Rezidivrisiko nach SZT assoziiert ist: Insge-

samt 41 Patienten in erster oder höherer Remission vor SZT wurden nach 

MRD-Last in drei Gruppen eingeteilt (MRD-hochpositiv, MRD-niedrigpositiv und 

MRD-negativ) und das 5-Jahres-event-free-survival analysiert. Die Resultate 

waren mit 78 % für 14 MRD-negative Patienten, 48 % für 10 MRD-

niedrigpositive und 23 % für 17 MRD-hochpositive Patienten statistisch signifi-

kant (p = 0,022).4  

Unabhängig von der Messung per PCR oder DC konnte für das MRD-

Monitoring auch bei ALL-Patienten in zweiter klinischer Remission eine signifi-

kante Risikostratifizierung für ein zweites Rezidiv nachgewiesen werden.33,40 

Coustan-Smith et al. zeigten für MRD-negative Patienten in zweiter klinischer 

Remission ein 2-Jahres-Rezidivrisiko von 28 %, für Patienten mit einer MRD 

≥ 0,01 % ein Risiko von 70 % (n = 35, p < 0,01). Dabei waren Zeitpunkt des 

ersten Rezidivs und MRD die zwei signifikanten Prädiktoren.33  

Etwas weniger ausführlich, auch aufgrund der niedrigeren Inzidenz, wurden 

besonders in den letzten Jahren Studien zur Situation bei AML-Patienten 

durchgeführt. Die prognostische Signifikanz der MRD hinsichtlich des klinischen 

Verlaufs konnte auch hier für sowohl durchflusszytometrische22,27,94,117 Messun-

gen als auch Messungen per (RT-)PCR71,76,105 belegt werden. Sievers et al. 

wiesen 2003 in MRD-Messungen mittels DC ein 4,8-fach erhöhtes Rezidivrisiko 

für klinisch remittierte, jedoch MRD-positive de novo AML-Patienten (n = 252, 

41 MRD-positive) sowie ein 3,1-fach erhöhtes Risiko zu sterben nach. Die Er-

gebnisse waren hochsignifikant (p = 0,0001).97 Langebrake et al. zeigten 2006 

an 150 Patienten mit neu diagnostizierter AML ein signifikant niedrigeres 3-

Jahres-event-free-survival in den Fällen mit mehrfach per DC detektierbaren 

Blasten (71 % ± 6 % versus 48 % ± 9 % und im weiteren Verlauf 70 % ± 6 % 

versus 50 % ± 7 %, p stets < 0,033).68 Bei beiden Studien war wiederum die 

MRD der wichtigste Prädiktor für den klinischen Verlauf. 

 

1.3.2.4 Schlussfolgerungen 

Die dargestellten Studien belegen die prognostische Bedeutung der MRD für 

den klinischen Verlauf und den Zusammenhang der MRD-Last mit dem Thera-
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pieansprechen bei kindlichen Patienten mit neu diagnostizierter oder rezidivier-

ter ALL und AML sowie vor und nach SZT. Mit der kombinierten Anwendung 

beider Methoden (DC und PCR) lassen sich heute für nahezu alle Patienten 

immunphänotypische Marker bzw. Targets identifizieren, um ein MRD-

Monitoring zu ermöglichen. Insbesondere beim Nachweis der minimalen Res-

terkrankung einer AML zeigt sich die DC als das häufiger anwendbare Verfah-

ren. Bei ALL-Patienten besitzt die DC noch einen leichten Vorsprung gegenüber 

der PCR durch die etwas häufigere Anwendbarkeit, die schnellere Durchführ-

barkeit und die Mitbeurteilung der normalen Zellen der Hämatopoese trotz der 

in der Regel etwas geringeren Sensitivität (siehe oben). Um MRD-Tests weit-

läufiger zu etablieren und die Zahl benötigter Antikörper zu reduzieren, bedarf 

es einer höheren Standardisierung der Testpanels. Diesen Ansatz verfolgten 

wir in der vorliegenden Arbeit unter Ausnutzung der Vorteile weiter, die moder-

ne Durchflusszytometer mit neun oder mehr parallel detektierbaren Parametern 

bieten.  

 

1.4 Studienziel 

Als erstes Ziel dieser Arbeit war die Optimierung der MRD-Bestimmung von B-

ALLs am FACSCalibur™ Durchflusszytometer vorgesehen, um dadurch eine 

valide Datenbasis aus klinischen Proben für die weiteren Untersuchungen zu 

haben. Die Arbeiten hierzu bauten auf Vorarbeiten von MRD-Analysen durch 

Herrn Dr. Gunter Kerst der Universitätskinderklinik Tübingen auf, die bis zum 

Jahre 2005 durchgeführt wurden. Für die Optimierung galt es, zunächst weitere 

gesunde Vergleichsproben (Templates) nach zeitlichem Eingang und Verfüg-

barkeit zu verarbeiten. Zeitgleich war die Entwicklung von Gating-Strategien 

und Korrekturfaktor-Berechnungen zur korrekten Auswertung der einzelnen 

Marker von großer Bedeutung. Zur Erweiterung der Möglichkeiten der MRD-

Bestimmung mittels immunologischer Marker sollte die Integration von HLA-

Markern in die Messpanels für dieses Gerät überprüft werden.  

Im Anschluss daran sollten die etablierten MRD-Messungen auf das Durch-

flusszytometer BD LSR II übertragen werden. Durch den Transfer der MRD-

Bestimmung auf das neue Gerät sollten die erweiterten Messoptionen ausge-
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schöpft werden können, die dieses Gerät bietet. Dazu zählen neben der schnel-

leren Messgeschwindigkeit des Geräts hauptsächlich die Steigerung der Zahl 

gleichzeitig detektierbarer Fluorochrom-markierter Antikörper und dadurch die 

Einsparung von benötigtem Probenmaterial bei überlinearer Zunahme der ge-

wonnenen Information.  

Vor diesem Hintergrund mussten sowohl wissenschaftliche als auch technische 

Herausforderungen und Fragestellungen gelöst werden. Die methodische Be-

schreibung der Etablierung von MRD-Analysen aus Patientenmaterial (KM) und 

die Auswertung erster Messungen von Patientenproben mit Blick auf den klini-

schen Verlauf unserer Patienten am neuen Durchflusszytometer stellen infolge-

dessen den Hauptteil der vorliegenden Arbeit dar. Neben der klassischen, im-

munophänotypischen Bestimmung von Oberflächenmarkern und intrazellulären 

Antigenen sollten im Rahmen der MRD-Messungen am neuen Cytometer 

gleichzeitig die Vitalität leukämischer Blasten und das Einsatzpotential neuer 

UV-Fluorochrome untersucht werden, um die Messungen auf diese Weise noch 

sensitiver zu machen und Optionen für die Bestimmung weiterer Eigenschaften 

wie z.B. Stammzellcharakteristika der leukämischen Blasten zu haben.  

 

  



Patienten und Material 

26 

2 Patienten und Material 

2.1 Definition und Herkunft der Patientenproben 

Als Probenmaterial verwendeten wir heparinisiertes Knochenmark, vereinzelt 

auch EDTA-Knochenmark, welches wir innerhalb weniger Stunden nach Punk-

tion von der hämatologisch-onkologischen Station, der Tagesstation, der KMT-

Routine oder der hämatologisch-onkologischen Ambulanz erhielten. Die Ent-

nahme des Knochenmarks erfolgte zu diagnostischen Zwecken zum Zeitpunkt 

der Diagnosestellung sowie zu vorhersehbaren Terminen gemäß des in Tübin-

gen etablierten Behandlungsprotokolls BFM-ALL 2000 und zu unvorhersehba-

ren Terminen, beispielsweise im Falle eines Rezidiv-Verdachts oder akuten Re-

zidivs. Sofern eine Einverständniserklärung zur Verwendung von überschüssi-

gem Knochenmark zu Forschungszwecken vorlag, verwendeten wir einen Teil 

des entnommen Knochenmarks für die vorliegende Untersuchung. 

In einzelnen Fällen, vor allem während unserer Vorversuche, färbten und ana-

lysierten wir auch aus peripherem Blut isolierte mononukleäre Zellen, sofern 

kein Knochenmark verfügbar war. Die eigentlichen und klinisch relevanten 

Messungen erfolgten für B-ALLs jedoch stets an Knochenmark, aus welchem 

wir unmittelbar nach Erhalt die mononukleären Zellen isolierten (s. Methoden). 

 

2.2 Ein-/Ausschlusskriterien der Patientenproben 

Für unsere Studie erhielten wir Material von Patienten, die während den Jahren 

2007 bis 2009 in der Tübinger Universitätskinderklinik aufgrund einer Erstdiag-

nose oder eines Rezidivs von einer der folgenden Diagnosen behandelt wurden 

und von denen ausreichend Probenmaterial zur Verfügung stand: 

 

Erkrankung Subtypen 

Akute lymphoblastische Leukämie prä-B/reife B-ALL 

c-ALL 

T-ALL 
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Akute myeloische Leukämie AML M0-M7 

Biphänotypische Leukämien  

Bilineare Leukämien  
Tab. 2.1: Eingeschlossene Diagnosen 
 

Nicht für die Studie verwendet wurden Patienten die an einer CML, CLL, JMML, 

einem NHL oder einem Lymphom mit weniger als 25% Blasten erkrankt waren.  

 

2.3 Kontrollproben 

Um unsere Messungen zu verifizieren und um geeignete Färbungen und Aus-

wertungen etablieren zu können, wurde zusätzlich gesundes oder sich in Rege-

neration befindliches nicht leukämisches Knochenmark benötigt. Für diese Kon-

trollen kam Material von Patienten in Frage, die zu Zwecken des Ausschlusses 

einer Leukämie, aufgrund anderer onkologischer Krankheitsbilder oder auf-

grund von nicht onkologischen Erkrankungen wie z.B. Rheuma punktiert wur-

den. Eine Punktion gesunder Kinder kam aus ethischen Gründen nicht in Frage. 

Diese Proben gesunden oder regenerierenden Knochenmarks, sogenannte 

Template-Proben, setzten sich wie folgt zusammen: 

 

Lfd. Nr. Alter Geschlecht Diagnose 

1 6 J. m Autoimmunerkrankung, infektiöses KM 

2 15 J. w Osteosarkom 

3 13 J. w Rheuma 

4 5 J. w Isolierte Granulozytopenie 

5 11 J. m Rhabdomyosarkom 

6 14 J. m Milde Granulozytopenie 

7 13 J. w Rheuma 

8 8 J. w Rheuma 

Tab. 2.2: Untersuchte Templates am FACSCalibur Durchflusszytometer 
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Lfd. Nr. Alter Geschlecht Diagnose 

1 6 J. w Juvenile idiopathische Arthritis 

2 13 J. w Ewing-Sarkom 

3 1 J. w Juvenile idiopathische Arthritis 

4 12 J. m Juvenile idiopathische Arthritis 

5 7 J. m Rheuma 

6 11 J. m Rheuma 

7 8 Mon. m Ausschluss M. Kostmann 

8 13 J. m Rheuma 

9 14 J. w Rheuma 

10 13 J. m Ewing-Sarkom 

11 3 J. m Juvenile α-Mannosidose 

12 5 J. m Neuroblastom IV 

13 6 Mon. w Metachromatische Leukodystrophie 

Tab. 2.3: Untersuchte Templates am LSR II Durchflusszytometer 
 

Neben diesen bereits untersuchten Template-Proben wurden während der Zeit 

der Anfertigung dieser Arbeit weitere Proben mit einzuschließenden Diagnosen 

für zukünftige Färbungen und Analysen bei -80°C kryokonserviert.  

 

2.4 Patientenproben 

Gemäß den Ein- und Ausschlusskriterien und den eingeschlossenen Diagnosen 

für Kontrollpatienten mit physiologischem/regeneratorischem Knochenmark 

(Template-Proben) setzten sich die erhaltenen Patientenproben wie folgt zu-

sammen:  

Insgesamt erhielten wir Probenmaterial von 145 Patienten, darunter befanden 

sich insgesamt 24 Templates, wovon 21 für Kontrollmessungen untersucht 
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wurden (siehe Tab. 2.2 und Tab. 2.3). Bei 75 dieser 145 Patienten lagen leu-

kämische Erkrankungen vor, die sich wie folgt zusammensetzten: 

 

Diagnose Anzahl 

c-ALL 49 

Prä-B-ALL 2 

T-ALL 8 

Prä-T-ALL 2 

AML 9 

CML 3 

Biphänotypische Leukämie 1 

Tab. 2.4: Diagnosenverteilung der Leukämiepatienten (n=75) 
 

Bei insgesamt 30 von den für diese Arbeit relevanten 49 Patienten mit c-ALL 

lag jeweils ausreichend Material sowohl vom Zeitpunkt der Erstdiagnose als 

auch von späteren (MRD-)Zeitpunkten vor. Die verbleibenden Patientenproben 

wiesen entweder zu geringe Qualität, zu geringe Zellzahlen oder andere Diag-

nosen auf und wurden für andere Tests am FACSCalibur und LSR II Durch-

flusszytometer genutzt oder kryokonserviert. Die Etablierung der MRD am 

LSR II Durchflusszytometer erfolgte für Patienten, die an einer B-ALL erkrankt 

waren. Bei den 30 untersuchten B-ALL Proben zeigte sich folgende Altersvertei-

lung: 
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Abb. 2.1: Altersverteilung der untersuchten B-ALL Erstdiagnosen (n=30) 
 

2.5 Allgemeine Geräte und Verbrauchsmaterialien 

In unserem Labor wurden die folgenden Geräte und Verbrauchsmaterialien 

verwendet: 

 

Material Hersteller 

Sterile Werkbank Hera safe Typ HS12 Heraeus 

Beheizbares Wasserbad Typ WB7 Memmert 

Zentrifuge Rotixa RP Hettich 

Zentrifuge Rotixa 50 RS Hettich 

Zentrifuge Micro 22R Hettich 

Blutanalysegerät Cellcounter Advia 120 Bayer 

Durchflusszytometer FACSAria BD Biosciences 

Kühlschrank profi-line (+4°C) Liebherr 

Gefrierschrank (-25°C) Bosch 
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Gefrierschrank -86°C Freezer (-80°C) Forma Scientific 

Vortexer Reox Top Heidolph 

Schüttler MTS 2 Janke & Kunkel 

Feinwaage Typ AC210S-001 Sartorius 

Waage 500 g Typ 1002MP9 Sartorius 

Pipettiergerät Pipetboy Plus Integra Biosciences 

Sterile Plastikpipetten 1/2/5/10/25/50 ml Costar 

Verstellbare Pipetten 

Pipetman 10/20/100/200/1000 µl 
Gilson 

Pipettenspitzen 10 µl Biozym Scientific 

Pipettenspitzen 200 µl Sarstedt 

Pipettenspitzen Ultratip 1000 µl Greiner bio-one 

Transferpipetten 

Pasteurplastpipetten 170 mm, 2,5 ml 
Ratiolab 

Falcon-Röhrchen Cellstar PP-Test tubes 15/50 

ml 
Greiner bio-one 

FACS-Röhrchen 5 ml, Rundboden Becton Dickinson 

FACS-Röhrchen 5 ml, Rundboden Sarstedt 

Zellsiebe für FACS-Röhrchen 

Cellstrainer Cap 12x75 mm style 
Becton Dickinson 

Parafilm „M“  American National Can 

Safe-Lock-Tubes 0,5 ml Eppendorf 

Kryoröhrchen CryoTube™ Vials, 1,8 ml Nunc A/S 

Spritzen, steril 5/10/20 ml Braun 

Kanülen Sterican 20/22 G Braun 

Zellsiebe Falcon Cell Strainer 40 µm Nylon Becton Dickinson 
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Butterfly 19/20 G Venisystems 

Vakuum-Filtersystem 

Vacuum Driven Disposable Filtration System 
Millipore 

Tab. 2.5: Allgemeine Geräte und Verbrauchsmaterialien 
 

2.6 Verwendete Chemikalien 

Für unsere Experimente und Messungen wurden die nachfolgenden Chemika-

lien erworben: 

 

Produkt Hersteller 

FCS (fetales Kälber-Serum) 

inaktiviert (30 min bei 56 °C) 
Biochrom AG 

BSA (Bovines Serum Albumin) SIGMA 

Natriumazid 10% Lösung in H2O SIGMA 

EDTA SIGMA 

Biocoll Separating Solution, Ficoll 

Density 1,077 g/ml 
Biochrom AG 

Hanks' Balanced Salt Solution (HBSS) Cambrex 

Dimethylsulfoxid (DMSO) Fluka 

Dimethylsulfoxid (DMSO) Invitrogen 

Dulbecco's Modified Eagle's Medium 

(DMEM) 
Cambrex 

VLE RPMI 1640 Biochrom AG 

HEPES (RPMI + L-Glutamin) Biochrom AG 

Dulbecco’s Phosphat Buffered Saline (DPBS) 

1x/10x 
Lonza 

Einfrierlösung Baxter 
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Human-Albumin 20 % Biotest 

FACSFlow 

FACSClean 

FACSRinse 

Becton Dickinson 

Paraformaldehyd, Pulver SIGMA 

Trypanblau Lösung SIGMA 

8E Reagenz 
St. Jude Children’s Research 

Hospital, Memphis, TN (USA) 

Tab. 2.6: Verwendete Chemikalien 
 

2.7 Verwendete Stammlösungen 

Als Stammlösungen bezeichneten wir Lösungen aus mehreren Stoffen, die für 

unsere Experimente in unterschiedlicher Verdünnung von Bedarf waren und in 

regelmäßigen Abständen neu angesetzt wurden. Die folgende Tabelle listet 

Stammlösungen und ihre jeweiligen Inhaltsstoffe auf (näheres zu ihrer Herstel-

lung siehe Methodenteil): 

 

Stammlösung Inhaltsstoffe 

Einfriermedium 

RPMI 1640 

FCS 

DMSO 

Auftaulösung 
RPMI 

10% FCS 

PBSA 

10x DPBS 

H2O dest. 

BSA 

Natriumazid 

PFA 
DPBS 

Paraformaldehyd 
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Wash buffer 

DPBS 

EDTA 

BSA 

FCS 

Natriumazidlösung 

SP Puffer 

DMEM 

10% FCS 

HEPES 

Tab. 2.7: Stammlösungen und Inhaltsstoffe 
 

2.8 MRD-Reagenzien 

2.8.1 Fluorochrom-konjugierte Antikörper 

Unsere Messungen der minimalen Resterkrankung erforderten eine große 

Auswahl monoklonaler, teils auch polyklonaler Antikörper, um die notwendigen 

individuellen Färbungen jedes Patienten durchführen zu können. Die folgenden 

Tabellen geben die eingesetzten, mit Fluorochrom-konjugierten Antikörper und 

ihre zugehörigen Isotypen wieder: 

 

FITC-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD2-FITC S5.2 Mouse IgG2a Becton Dickinson 

CD3-FITC UCHT1 Mouse IgG1 Dako 

CD5-FITC 
DK23 

MEM-32 
Mouse IgG1 

Dako 

Exbio 

CD7-FITC 
4H9 

MEM-186 
Mouse IgG2a 

Becton Dickinson 

Exbio 

CD10-FITC SS2/36 Mouse IgG1 Dako 

CD11b-FITC Bear1 Mouse IgG1 Beckman Coulter 

CD13-FITC WM-47 Mouse IgG1 Dako 

CD14-FITC 
MEM-15 

MEM-18 
Mouse IgG1 Exbio 
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CD15-FITC 
MMA 

MEM158 
Mouse IgM 

Becton Dickinson 

Exbio 

CD19-FITC 4G7 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD21-FITC BL13 Mouse IgG1 Beckman Coulter 

CD22-FITC S-HCL-1 Mouse IgG2b Becton Dickinson 

CD33-FITC WM-54 Mouse IgG1 Dako 

CD34-FITC 8G12 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD38-FITC T16 Mouse IgG1 Beckman Coulter 

CD41-FITC MEM-06 Mouse IgG1 Exbio 

CD45-FITC 2D1 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD58-FITC AICD58 Mouse IgG2a Beckman Coulter 

CD64-FITC 22 Mouse IgG1 Medarex 

CD65s-FITC VIM2 Mouse IgM Caltag 

CD66c-FITC KOR-SA3544 Mouse IgG1 Beckman Coulter 

TdT-FITC HT-6 Mouse IgG1 ITK Diagnostics 

HLA-DR-FITC L243 Mouse IgG2a Becton Dickinson 

A228-FITC FH0037 Mouse IgG2a One Lambda 

Bw4-FITC FH0007 Mouse IgG2a One Lambda 

MPO-FITC 5B8 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

Mouse IgG1-FITC 
X40 

DAK-GO1 
 

Becton Dickinson 

Dako 

Mouse IgG2a-FITC DAK-O9  Dako 

Mouse IgG2b-FITC 
PLRV219 

DAK-O9 
 

Exbio 

Dako 

Mouse IgM-FITC DAK-GO8  Dako 
Tab. 2.8: FITC-konjugierte Antikörper 
 

PE-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD1a-PE HI149 Mouse IgG1 Exbio 

CD3-PE UCHT1 Mouse IgG1 Dako 

CD5-PE DK23 Mouse IgG1 Dako 

CD10-PE SS2/36 Mouse IgG1 Dako 
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CD11b-PE MEM-174 Mouse IgG2a Exbio 

CD13-PE L138 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD14-PE MoP9 Mouse IgG2b Becton Dickinson 

CD16-PE B73.1 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD38-PE HB-7 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD54-PE 1H4 Mouse IgG2b Exbio 

CD56-PE 
MY31 

MEM-188 

Mouse IgG1 

Mouse IgG2a 

Becton Dickinson 

Exbio 

CD58-PE MEM-63 Mouse IgG1 Exbio 

CD79a-PE HM57 Mouse IgG1, κ Dako 

CD107a-PE B-T47 Mouse IgG1 Exbio 

CD117-PE 95C3 Mouse IgG1 Beckman Coulter 

NG2-PE 7.1 Mouse IgG1 Beckman Coulter 

Mouse IgG1-PE 
X40 

DAK-GO1 
 

Becton Dickinson 

Dako 

Mouse IgG2a-PE 
PPV-04 

DAK-O9 
 

Exbio 

Dako 

Mouse IgG2b-PE PLRV219  Exbio 
Tab. 2.9: PE-konjugierte Antikörper 
 

PerCP-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD3-PerCP SK7 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD10-PerCP MEM-78 Mouse IgG1 Exbio 

CD14-PerCP MoP9 Mouse IgG2b Becton Dickinson 

CD34-PerCP 8G12 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD38-PerCP HIT2 Mouse IgG1 Exbio 

Mouse IgG1-PerCP X40 
 

Becton Dickinson 
Tab. 2.10: PerCP-konjugierte Antikörper 
 

APC-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD1a-APC HI149 Mouse IgG1 Exbio 

CD5-APC DK23 Mouse IgG1 Dako 
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CD3-APC SK7 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD19-APC SJ25C1 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD33-APC P67.6 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD34-APC 8G12 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD79a-APC HM47 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD107a-APC B-T47 Mouse IgG1 Exbio 

CD117-APC A3C6E2 Mouse IgG1 Miltenyi 

CD133/1-APC AC145 Mouse IgG1 Miltenyi 

HLA-DR-APC L243 Mouse IgG2a Becton Dickinson 

Mouse IgG1-APC 
X40 

DAK-GO1  

Becton Dickinson 

Dako 

Mouse IgG2a-APC PPV-04 
 

Exbio 

Mouse IgG2b-APC 
PLRV219 

DAK-O9 
 

Exbio 

Dako 
Tab. 2.11: APC-konjugierte Antikörper 
 

AlexaFluor 488-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD107a-AF488 B-T47 Mouse IgG1 Exbio 

Mouse IgG1-AF488 PPV-06 
 

Exbio 

Mouse IgG2a-AF488 PPV-04 
 

Exbio 
Tab. 2.12: AlexaFluor 488-konjugierte Antikörper 
 

AlexaFluor 700-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

HLA-DR-AF700 MEM-12 Mouse IgG1 Exbio 

CD3-AF700 MEM-57 Mouse IgG2a Exbio 

CD10-AF700 MEM-78 Mouse IgG1 Exbio 

CD16-AF700 LNK16 Mouse IgG1 Exbio 

CD38-AF700 HIT2 Mouse IgG1 Exbio 

CD45-AF700 MEM-28 Mouse IgG1 Exbio 

CD58-AF700 MEM-63 Mouse IgG1 Exbio 

Mouse IgG1-AF700 PPV-06 
 

Exbio 

Mouse IgG2a-AF700 PPV-04 
 

Exbio 
Tab. 2.13: AlexaFluor 700-konjugierte Antikörper 
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Pacific Blue-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD3-PB MEM-57 Mouse IgG2a Exbio 

CD4-PB MEM-241 Mouse IgG1 Exbio 

CD5-PB CRIS1 Mouse IgG2a Exbio 

CD7-PB MEM-18b Mouse IgG1 Exbio 

CD10-PB MEM-78 Mouse IgG1 Exbio 

CD19-PB LT19 Mouse IgG1 Exbio 

CD38-PB HIT2 Mouse IgG1 Exbio 

CD45-PB 
MEM-28 

HI30 
Mouse IgG1 

Exbio 

Caltag 

CD58-PB MEM-63 Mouse IgG1 Exbio 

HLA-DR-PB MEM-12 Mouse IgG1 Exbio 

Mouse IgG1-PB PPV-06  Exbio 

Mouse IgG2a-PB PPV-04  Exbio 
Tab. 2.14: Pacific Blue-konjugierte Antikörper 
 

Qdot®-konjugierte-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD3-Qdot605 UCHT1 Mouse IgG1 Invitrogen 

CD3-Qdot655 S4.1 Mouse IgG2a Invitrogen 

CD4-Qdot705 S3.5 Mouse IgG2a Invitrogen 

CD14-Qdot800 TüK4 Mouse IgG2a Invitrogen 

CD45-Qdot800 HI130 Mouse IgG1 Invitrogen 

CD56-Qdot605 MEM-188 Mouse IgG2a Invitrogen 
Tab. 2.15: Qdot-konjugierte Antikörper 
 

Tandem-konjugierte-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

CD3-PE-Cy7 SK7 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD33-PE-Cy7 P67.6 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD34-PE-Cy7 8G12 Mouse IgG1 Becton Dickinson 

CD10-PE-Dye590 MEM-78 Mouse IgG1 Exbio 

CD38-PE-Dye590 HIT2 Mouse IgG1 Exbio 

CD19-APC-H7 SJ25C1 Mouse IgG1 Becton Dickinson 
Tab. 2.16: Tandem-konjugierte Antikörper 
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HLA-Antikörper Klon Isotyp Hersteller 

A2,28-FITC H0037 IgG2a One Lambda 

Bw4-FITC H0007 IgG2a One Lambda 

B7,27-FITC H1453 IgG One Lambda 

B8-FITC H0536 IgG2b One Lambda 

B12-FITC H0066 IgG2b One Lambda 

A1(-Biotin)-APC H0331 IgM One Lambda 

A3(-Biotin)-APC H0269 IgM One Lambda 
Tab. 2.17: HLA-Antikörper 
 

Antikörper (Fc-Rezeptor-Blocking) Hersteller 

Normal Rabbit Serum Invitrogen 

Rabbit Immunoglobulin Fraction, Code X0903 für polyklonale Ak Dako 

Gamunex® Human Immunglobulin 10%, für monoklonale Ak,  

verdünnt 1:5 mit PBSA (2%ige human IgG-Lösung) 
Bayer 

Tab. 2.18: Antikörper (Fc-Rezeptor-Blocking) 
 

2.8.2 Unkonjugierte Fluorochrome (Lebend/Tot-Marker) 

Für die Entwicklung einer Lebend/Tot-Differenzierung und die Etablierung der 

Ak-Kombinationen (Backbone) testeten wir die folgenden unkonjugierten Flu-

orochrome: 

 

Reagenz (Dye) Hersteller 

Propidium Iodid 

(1:200 mit Aq. dest. verdünnt) 
Fluka 

Pacific Blue Invitrogen 

Hoechst 33342 SIGMA 

Vybrant® DyeCycle™ Violet Invitrogen 

Alexa Fluor 350 (A350) Invitrogen 

Alexa Fluor 405 (A405) Invitrogen 
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Alexa Fluor 680 (A680) Invitrogen 

Alexa Fluor 700 (A700) Invitrogen 

Tab. 2.19: Unkonjugierte Fluorochrome, testweise verwendet zur Lebend/Tot-Differenzierung und 
Etablierung der Ak-Kombinationen 
 

2.8.3 Beads 

Als Beads bezeichnet man Mikropartikel aus Kunststoff, an die Fluorochrome 

gekoppelt sind. Wir setzten sie zur wöchentlichen Kalibrierung unserer Durch-

flusszytometer ein:  

 

Gerät Bezeichnung Lot ID 

FACSCalibur 
CaliBRITE 3™ 

Unlabeled: 89825I / 37357I 

FITC: 89822M / 37486L 

PE: 89823J / 37487H 

PerCP: 89831K / 37994L 

CaliBRITE APC™ APC: 89827J / 35472J 

LSR II 
BD Cytometer Setup & Tracking 

Beads™ (CST-Beads) 
08401 / 28574 

Tab. 2.20: Cytometer-Beads zur Gerätekalibrierung 
 

2.9 EDV-Software 

Software Hersteller 

FCS Express V3 Research Edition De Novo Software 

FACS Diva Software Version 6.1.2 Becton Dickinson 

CellQuest Version 3.3 Becton Dickinson 

Tab. 2.21: EDV-Software 
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3 Methoden 

3.1 Herstellung der Stammlösungen 

3.1.1 Einfriermedium 

Für die Herstellung des Einfriermediums mischten wir unter sterilen Bedingun-

gen 2 Teile RPMI Medium ohne Additive mit 2 Teilen FCS. Zu der entstandenen 

Lösung wurde in einem weiteren Schritt 1 Teil DMSO zugegeben und das ferti-

ge Einfriermedium in 50 ml Falcon-Röhrchen aliquotiert. Die Lagerung des Ein-

friermediums erfolgte bei +4°C im Kühlschrank.  

 

3.1.2 Auftaulösung 

Die Auftaulösung wurde steril angesetzt aus 500 ml RPMI Medium und Zugabe 

von 10% FCS (v/v). Analog zum Einfriermedium wurde die Auftaulösung nach 

Bedarf in 50 ml Tubes aliquotiert und die Stammlösung bei +4°C im Kühl-

schrank gelagert. 

 

3.1.3 PBSA 

Aufgrund seiner häufigen Verwendung als Puffer- und Waschlösung in unseren 

Experimenten stellten wir PBSA in engen Abständen und großen Mengen re-

gelmäßig her. Um 2 Liter dieser Lösung zu erhalten, lösten wir 4 g BSA (bo-

vines Serum-Albumin) mit 40 ml 10%ige Natriumazid-Lösung in 0,4 l destillier-

tem Wasser. Diesen Schritt führten wir bei Raumtemperatur mithilfe eines Mag-

netrührers durch. Nach ca. 3 Stunden waren die Stoffe nach Zugabe von 

200 ml 10x-PBS unter Rühren vollständig gelöst. Unter leichtem Schütteln ga-

ben wir diese Lösung im nächsten Schritt in eine 2 Liter fassende Vorratsfla-

sche, die zuvor mit 1,4 l destilliertem Wasser befüllt worden war. PBSA lagerten 

wir lichtgeschützt bei Raumtemperatur und nahmen nach Bedarf Aliquots in 

50 ml-Falcon-Tubes ab. 
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3.1.4 Paraformaldehydlösung (PFA) 

Zum Fixieren der gefärbten Zellen stellten wir in 14-tägigem Abstand 0,5%ige 

Paraformaldehydlösung her. Dazu war vorab die Herstellung von 4%igem PFA 

als Ausgangslösung (Stock Solution) notwendig. Wir lösten 2 g pulverisiertes 

PFA in 50 ml PBS in einem Erlenmeyerkolben durch Erhitzen auf ca. 65°C auf 

einer beheizbaren Platte mit Magnetrührer. Die Öffnung des Erlenmeyerkolbens 

wurde während des Lösevorgangs mit Aluminiumfolie verschlossen. Nach der 

Abkühlung auf Raumtemperatur erhielten wir so eine 4%ige PFA Lösung, von 

welcher wir ein Aliquot von 5 ml steril filtrierten und zu 35 ml PBS gaben, um 

eine 0,5%ige PFA-Lösung herzustellen. PFA lagerten wir für bis zu maximal 2 

Wochen als 4%ige Stammlösung im Kühlschrank und stellten je nach Bedarf 

Aliquots der 0,5%igen Arbeitslösung in 50 ml-Falcon-Tubes her, die wir bei 

+4°C im Kühlschrank lagerten. Da PFA bei längerer Lagerung ausfällt, war es 

notwendig, PFA regelmäßig neu herzustellen. 

 

3.1.5 Waschpuffer 

In Kombination mit 8E als Permeabilisierungsreagenz benutzten wir Waschpuf-

fer als Inkubations- und Waschmedium zur intrazellulären Färbung von mono-

nukleären Zellen (MNC). Zur Vorbereitung inaktivierten wir FCS in 50 ml-

Falcon-Tubes für 30 Minuten bei 56°C im Wasserbad und froren die Aliquots 

nach Abkühlen auf Raumtemperatur bei -20°C ein. Daneben stellten wir eine 

0,55%ige (w/v) EDTA-Lösung her, indem wir 55 g EDTA in 100 ml destilliertem 

Wasser lösten und bei Raumtemperatur lagerten. 

Um 1 Liter Waschpuffer herzustellen, tauten wir ein 50 ml-Aliquot mit inaktivier-

tem FCS auf. Unter Zuhilfenahme eines Magnetrührers lösten wir 15 g BSA in 

20 ml 10%iger Natriumazidlösung mit 70 ml sterilem Wasser und 10 ml 10x-

PBS unter Rühren für ca. 5 Stunden. Anschließend gaben wir zu dieser Lösung 

50 ml des aufgetauten inaktivierten FCS sowie 10 ml der 0,55%igen EDTA-

Lösung dazu und füllten mit 840 ml PBS auf 1000 ml auf. Für den Einsatz zu 

MRD-Zwecken musste diese Lösung zweimal durch einen 0,2 µm-Filter filtriert 

werden und konnte anschließend für die Dauer von maximal einem Monat bei 
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+4°C im Kühlschrank lichtgeschützt aufbewahrt oder bei -20°C eingefroren 

werden. 

 

3.2 Vorbereitung und Bearbeitung der Patientenproben 

3.2.1 Isolierung mononukleärer Zellen 

Die Isolierung der mononukleären Zellen (MNC) einer Knochenmarkprobe war 

der erste Schritt für die Weiterverarbeitung des Materials, da unsere Experi-

mente auf Leukozyten als Zielzellen ausgerichtet waren. MNCs lassen sich aus 

Blut oder Knochenmark auf zwei Arten isolieren: Die Durchführung einer Lysis, 

die darauf abzielt Erythrozyten zu lysieren und andere Zellen wie Granulozyten 

nicht isoliert und andererseits die Isolation von MNCs durch Ficoll, einer käufli-

chen Lösung, mit der eine Zellseparation aufgrund eines Dichtegradienten er-

folgt. Während die meisten unserer Versuchszellen durch Ficoll isoliert wurden, 

wandten wir zu Vergleichszwecken und bei speziellen Fragestellungen jedoch 

auch die Lysis-Methode an. Für die Isolation mononukleärer Zellen mit Ficoll 

etablierten wir folgendes Protokoll (angelehnt an Boyum et al.15):  

 

1. Bestimmung des Probenvolumens (KM) mit einer sterilen Glaspipette. 

2. Überführung des Probenmaterials in ein 50 ml-Falcon-Tube und Verdün-

nen mit PBS bis zu einem Verhältnis von 2:1, bei älterem Knochenmark 

auch bis 3:1, bei peripherem Blut im Verhältnis 1:1. Dabei Auswaschen 

des ursprünglichen Probenröhrchens mit PBS, um alle Zellen überführen 

zu können. 

3. Verdünnte Lösung durch einen 40 µm Filter in ein neues 50 ml-Falcon-

Tube filtrieren um evtl. Verklumpungen oder Gerinnsel herauszufiltern. 

4. Je nach Menge an Material zwei oder mehr 15 ml Falcons mit je 4 ml 

Ficoll-Lösung befüllen und vorsichtiges Aufschichten des Probenmateri-

als um grobe Vermengungen zu vermeiden. Probenmaterial gleichmäßig 

auf die Ficoll-Röhrchen verteilen. 

5. Zentrifugation für 30 Minuten bei 400 G und Raumtemperatur. 
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6. Pro Falcon-Tube ein neues Falcon-Tube vorbereiten und dieses nach 

der Zentrifugation mit der durch eine Transferpipette abgenommenen 

Schicht mononukleärer Zellen über der Ficoll-Schicht befüllen.  

7. Auffüllen der Falcon-Röhrchen mit PBS (anschließende AF350 Färbung) 

bzw. PBSA (kein AF350) bis 14 ml. 

8. Zentrifugation für 5 Minuten bei 450 G und RT. 

9. Überstand von jedem Röhrchen abkippen und die Röhrchen auf 1 ml 

auffüllen, anschließend alle Zellsuspensionen in einem Falcon-Röhrchen 

zusammenführen (pooling). 

10. Auffüllen auf 7,5 ml mit PBS bzw. PBSA, resuspendieren mit Transferpi-

pette und Bestimmung der Zellzahl am Advia-Blutanalyse-Gerät mittels 

eines 250 µl-Aliquots.  

11. Berechnung der Zellzahl und Zentrifugation des Falcons für 5 Minuten 

bei 450 G, RT. 

12. Röhrchen abkippen und Zugabe von 3,5 ml PBS bzw. PBSA, anschlie-

ßend resuspendieren. 

13. Überführen in ein 5 ml-FACS-Röhrchen und erneute Zentrifugation für 3 

Minuten bei 450 G. 

 

Für die sich anschließende Färbung der Zellen stellten wir die Lösung durch 

Zugeben eines entsprechenden Volumens von PBSA nach diesem Schritt auf 

eine Konzentration von 1 x 106 Zellen pro 50 µl für MRD-Messungen, bzw. 

0,2 x 106/50 µl für B-ALL-Erstdiagnosen oder 0,3 x 106/50 µl für T-ALL-

Erstdiagnosen ein. Durch die Verfügbarkeit neuer Antikörper und die Ergebnis-

se der Titrationen dieser Antikörper stellten wir die Zellen für Messungen am 

LSR II Durchflusszytometer noch konzentrierter bis zu einem Endvolumen von 

25 µl pro Test ein und konnten so in den meisten Fällen mit der jeweils halben 

Menge an Antikörpern arbeiten. Bis zur ihrer Weiterverwendung wurden die 

Zellen auf Eis zwischengelagert. 
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3.2.2 Extrazelluläre Färbung der Zellen (direct staining) 

Diese Methode beschreibt die Färbung von Oberflächenantigenen auf Zellen 

durch direkt reagierende Antikörper. Wir definierten zum Zeitpunkt der Erstdi-

agnose für jeden unserer Patienten bestimmte Marker, um die MRD im weiteren 

Verlauf überwachen zu können. Wenn wir Material von bereits anbehandelten 

Patienten erhielten, prüften wir, ob es im KMT-Routine-Labor kryokonservierte 

Zellen vom Zeitpunkt der Erstdiagnose gab und färbten diese ggf. nach, um 

auch diese Patienten mit in den MRD-Verlauf einschließen zu können.  

Als MRD-Marker kamen unterschiedliche Zielantigene für unsere Messungen in 

Frage. Einige davon waren Oberflächenantigene, die wir mit nachfolgend be-

schriebener Methode auf ihre Expression und Intensität testeten. Dazu wurden 

für jede eingehende Follow-Up-Patientenprobe vorab die zu untersuchenden 

Marker definiert und in Abhängigkeit von der ermittelten Zellzahl für die Färbung 

vorgesehen. Abb. 8.1 (siehe Anhang) illustriert eine solche Planung der zu un-

tersuchenden Marker für eine B-ALL-MRD-Messung am FACSCalibur und 

LSR II. Für die Menge an Antikörpern, die für die einzelnen Färbungen notwen-

dig waren, orientierten wir uns an den Angaben des Herstellers und dem Er-

gebnis unserer Titrationsreihen und dosierten entsprechend dem Volumen der 

Zellsuspension. Wurden aufgrund einer geringen Zellzahl nur die Hälfte der Zel-

len eingesetzt, so gaben wir analog dazu auch nur die Hälfte der Ak-Menge da-

zu, d.h. im Röhrchen befand sich in diesem Fall auch insgesamt nur das halbe 

Volumen. Der Ablauf der extrazellulären Färbung im Einzelnen erfolgte nach 

folgendem Protokoll (angelehnt an Campana et al.27,28): 

 

1. Vorbereitung und Beschriftung der Test-Röhrchen. 

2. Zugabe von 50 µl 2% human IgGs (Gamunex®) für Färbungen mit mo-

noklonalen Antikörpern bzw. 50 µl Rabbit-IgG bei polyklonalen Antikör-

pern. Enthielt die Probe nur relativ wenig MNCs, so pipettierten wir je-

weils nur 25 µl dieser unspezifisch bindenden Antikörper und entspre-

chend nur die Hälfte der Zellen bei der späteren Zugabe der Zellsuspen-

sion. Zuletzt ersetzten wir diese unspezifisch bindenden Antikörper durch 

Normal-Rabbit-Serum, das wir entsprechend der Zellzahl (1 µl / 106 Zel-
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len) zugaben und somit die Fc-Rezeptor-Blockung mit relativ wenig Vo-

lumen realisierten.  

3. Pipettieren der Antikörper nach obigem Schema in folgender Reihenfol-

ge: FITC, PerCP, APC, PE (FACSCalibur). Für die Multicolor-Färbungen 

am LSR II Durchflusszytometer wurde zuvor ein Mastermix angesetzt, 

jedoch nur in der Menge, die für die geplante Färbung benötigt wurde, da 

die Aufbewahrung dieser Mischung über längere Zeit aufgrund der un-

terschiedlichen Lösungsmittel der Antikörper nicht zu empfehlen ist. 

4. Zugabe der Zellen in Abhängigkeit der Zellzahl (meist 1x106 in 50 µl 

PBSA) und Vermischen durch Anschnippen. Bedecken der Tubes mit 

Aluminiumfolie. 

5. Inkubation für 10 Minuten bei RT im Dunkeln. 

6. Nach Inkubation Zugabe von 3,5 ml PBSA je Test-Tube, invertieren mit 

Parafilm und direkte Zentrifugation für 3 Minuten bei 450 G und RT. 

7. Diesen Waschschritt ein weiteres Mal durchführen.  

8. Test-Tubes einzeln dekantieren und durch Anschnippen resuspendieren. 

Zugabe von 80 µl 0,5%igem PFA zur Fixierung der Zellen und Lagerung 

bis zur Messung am selben Tag mit Deckel bei +4°C im Kühlschrank. 

 

3.2.3 Intrazelluläre Färbung der Zellen (intracellular staining) 

Die Färbung intrazellulärer Antigene setzte zunächst sämtliche Schritte der ext-

razellulären Färbung voraus, ohne jedoch im letzten Schritt PFA hinzuzugeben. 

Damit die gegen intrazelluläre Antigene gerichteten Antikörper ins Zellinnere 

gelangen konnten, war für diese Färbemethode zunächst eine Permeabilisie-

rung der Zellen erforderlich. Nachfolgendes Protokoll (angelehnt an Slaper-

Cortenbach et al.53,64,87,95,100) beschreibt die Anfärbung intrazellulärer Antigene: 

 

1. Nach der letzten Waschung der extrazellulären Färbung werden die 

Test-Tubes abgegossen und 1 ml 8E Reagenz, welches zuvor kurz ge-

vortext wurde, dazugegeben.  

2. Test-Tubes kurz und bei schwacher Stufe vortexen und für 40 Minuten 

bei Raumtemperatur im Dunkeln inkubieren. 



Methoden 

47 

3. Nach der Inkubation direkte Zentrifugation für 3 Minuten bei 450 G (RT). 

4. Zugabe von 1 ml Waschpuffer nach Dekantieren des Überstands, kurz 

vortexen und Inkubation für 10 Minuten bei RT im Dunkeln. 

5. Zentrifugation für 3 Minuten bei 450 G und RT. 

6. Diesen Waschschritt mit 1 ml Waschpuffer wiederholen. 

7. Zugabe der intrazellulären Antikörper nach Dekantieren des Überstands. 

8. Inkubation mit Deckel für 10 Minuten bei RT im Dunkeln. 

9. Zweimaliges Waschen in 1 ml Waschpuffer und zweimalige Zentrifugati-

on für 3 Minuten bei 450 G und RT. Zwischen den Waschschritten mit 

Parafilm invertieren. 

10. Nach Dekantieren des Überstands mit 80 µl 0,5%igem PFA fixieren und 

Zellen bis zur Messung mit Deckel bei +4°C im Kühlschrank lagern. 

 

3.2.4 Einfrieren und Auftauen von Zellsuspensionen 

Bei einer großen Anzahl isolierter mononukleärer Zellen froren wir Zellen in 

Kryoröhrchen bei -80°C ein um sie für spätere Nachfärbungen und Experimente 

wieder auftauen zu können. Um ungefärbte Zellen einzufrieren, verwendeten 

wir RPMI, von welchem wir 3 ml zu den einzufrierenden ungefärbten MNC in 

ein FACS-Tube gaben. Es erfolgte eine Zentrifugation für 3 Minuten bei 450 G 

und RT. Dieser Waschschritt in 3 ml RPMI wurde zwei weitere Male wiederholt. 

Währenddessen wurden die Kryoröhrchen mit Datum, Name, Diagnose, Zellen 

(z.B. KM-MNC bzw. PB-MNC) und Zellzahl beschriftet und mit 500 µl Einfrier-

medium befüllt. Wir setzten pro Kryoröhrchen eine Zellzahl zwischen 3 x 106 

und 5 x 107 ein. Die gewaschene Zellsuspension wurde nach Dekantieren auf 

dieselbe Menge aufgefüllt wie Einfriermedium im Kryoröhrchen vorhanden war, 

d.h. zumeist 500 µl, und anschließend ins Kryoröhrchen überführt. Danach wur-

den die Kryoröhrchen invertiert und in einem mit Tüchern umwickelten Styropor-

ständer in den -80°C-Gefrierschrank gestellt, um eine langsame Temperatur-

senkung zu erreichen. Um Zellen wieder aufzutauen, musste beachtet werden, 

dass bei zu langsamem Auftauen ein hoher Zellverlust durch das bei RT zytoto-

xisch wirkende Einfriermedium einerseits stattfindet, die Zellen bei zu schnellem 

Auftauen und Verdünnen jedoch andererseits aufgrund osmotischer Prozesse 
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lysiert werden können62. Um den Zellverlust durch Auftauen möglichst gering zu 

halten, wurden die Kryoröhrchen nur solange bei 37°C ins Wasserbad gehalten, 

bis erste Teile des Inhalts gerade zu schmelzen begannen. Dann wurde sofort 

Auftaumedium aufgetropft und die Zellsuspension in ein 15 ml-Falcon-Tube 

überführt. Dieser Vorgang wurde ein- bis zweimal wiederholt, bis sich alle Zel-

len im Falcon-Röhrchen befanden. Dieses wurde auf 14 ml mit Auftaumedium 

aufgefüllt und für 5 Minuten bei 450 G und RT abzentrifugiert. Danach wurde 

der Überstand mit einer Pipette abgenommen, die Zellen in 3,5 ml Auftaumedi-

um resuspendiert und in ein 5 ml FACS-Röhrchen überführt. Es folgte eine 

Zentrifugation für 3 Minuten bei 450 G und RT und eine Wiederholung dieser 

Waschung in 3,5 ml Auftaumedium. Danach wurden die Zellen noch zwei weite-

re Male in je 3 ml PBSA gewaschen und mit jeweils demselben Programm zent-

rifugiert. Nach Dekantieren verblieben ca. 80-100 µl Rest, der auf 1000 ml mit 

PBSA aufgefüllt wurde. Davon wurden nach Resuspension 10 µl entnommen 

und mit derselben Menge Trypanblau in eine Neubauerkammer transferiert, um 

die Zellzahl und den Anteil lebender Zellen zu bestimmen. Sofern dieser Anteil 

≥ 80% betrug, konnten die Zellen für eine anschließende Färbung verwendet 

werden62. 

  

3.2.5 Lebend/Tot-Differenzierung mittels Fluorochromen 

Als eine weitere Methode, die gemessenen Blasten oder gesunden Zellen nä-

her klassifizieren zu können, führten wir auch verschiedene Experimente zur 

Lebend/Tot-Differenzierung der gemessenen Zellen durch. Als Untersu-

chungsmaterial diente uns hierfür peripheres Spenderblut, welches wir sowohl 

frisch als auch nach Lagerung im Kühlschrank und RT für Stunden bis Tage 

oder Inkubation bei 56°C im Wasserbad, um den Anteil toter Zellen zu erhöhen, 

verarbeiteten. Die Lebend/Tot-Assays testeten wir mit Verdünnungsreihen der 

einzelnen Fluorochrome im Bereich bis 1:1000. Die sonst typischerweise mit 

Antikörpern konjugierten Fluorochrome wurden für diese Experimente nativ, 

d.h. als reine Farbstoffe, bzw. in inaktiviertem Zustand (durch vorherige Reakti-

on mit NH2-Gruppen haltigen Pufferlösungen) verwendet. Hierfür testeten wir 

Ansätze mit Trisaminomethanpufferlösung und Diammoniumacetatlösung, die 
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wir mit AF405 und AF350 inkubierten (sogenannte amino reactive dyes). Wir 

untersuchten die Reagenzien auf ihre Eignung, die Testzellen nach ihrer Vitali-

tät differenzieren zu können durch Analyse im LSR II Durchflusszytometer. 

Hierbei kommt es bei toten Zellen zur kovalenten Bindung der Fluorochrome an 

freie Aminogruppen auf der Zelloberfläche und - bedingt durch die nicht mehr 

intakte Zellmembran - auch an intrazelluläre Substratgruppen. Bei vitalen Zellen 

binden weniger Fluorochrom-Moleküle an die Zellsubstrate und werden bei den 

auf die Inkubation folgenden Waschschritten zu großen Teilen wieder entfernt, 

sodass gesunde Zellen sich erwartungsgemäß im entsprechenden Kanal nega-

tiv, tote Zellen im entsprechenden Kanal positiv darstellten.  

Wir testeten in Anlehnung an ein Protokoll von Perfetto et al.85 die Lebend/Tot-

Assays für die Fluorochrome Propidium Iodid (PI), Pacific Blue (PB), Hoechst™ 

33342, Vybrant® DyeCycle™, AlexaFluor 405 (nativ und inaktiviert) und 

AlexaFluor 350 in jeweils unterschiedlichen Verdünnungen und Träger- bzw. 

Waschlösungen sowie auch mit verschiedenen Filtern und Spiegeln im LSR II 

Durchflusszytometer.  

 

3.3 Messtechnik 

3.3.1 Prinzip der Durchflusszytometrie 

Die Durchflusszytometrie, auch FACS (Fluorescence Activated Cell Sorting), ist 

eine Methode, die es ermöglicht Zellen oder andere Partikel wie Bakterien in 

relativ schneller Zeit auf bestimmte morphologische, aber auch funktionelle 

Merkmale zu überprüfen und zu quantifizieren. Zur Analyse werden in einer 

Suspension gelöste Zellen durch Überdruck in eine Nadel gepumpt und im In-

nern des Geräts mit einer Trägerlösung verdünnt. Diese Beimischung von Trä-

gerlösung (FACSFlow™) ermöglicht es, dass die Zellen einzeln in einem Strahl 

zur Messkammer (flow cell) gelangen, wo sie durch mehrere hintereinander 

geschaltete Laser analysiert werden: Die Zellen werden während ihrer Passage 

durch den Laserstrahl mit Licht einer bestimmten Wellenlänge angeregt und 

emittieren bzw. streuen dieses Licht sowohl in ungefärbtem Zustand als auch 

im Falle von gebundenen Antikörpern wieder in einer spezifischen Wellenlänge 
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bzw. Richtung. Diese Lichtemission kann als sogenanntes Streulichtsignal bzw. 

Fluoreszenzlichtsignal durch Filtereinheiten geleitet und an nachgeschalteten 

Lichtdetektoren gemessen werden.  

Die Registrierung des Streulichts erfolgt im sogenannten Forward- und Side-

Scatter, dabei kann im FSC auf die grobe Zellgröße, im SSC auf die Granulari-

tät von Zellen geschlossen werden. Lediglich die geänderte Lichtrichtung, nicht 

aber eine veränderte Wellenlänge des Lichts ist hierbei der gemessene Para-

meter. Die Registrierung des emittierten Fluoreszenzlichts erfolgt an mehreren 

Detektoren für unterschiedliche Wellenlängenbereiche je nach Konfiguration 

des Durchflusszytometers. Die für die Durchflusszytometrie eingesetzten Flu-

orochrome absorbieren Lichtenergie über einen für sie charakteristischen Wel-

lenlängenbereich, dem sogenannten Absorptionsspektrum. Bei diesem Vorgang 

werden Elektronen in eine höhere Energieebene transferiert und emittieren 

beim Rücksprung in ihr Ausgangsenergieniveau Photonen, was man als Fluo-

reszenz bezeichnet. Das abgegebene Licht ist dabei stets langwelliger als das 

eingestrahlte Licht, da zur Anregung der Elektronen mehr Energie nötig ist, als 

bei der Emission von Photonen wieder frei wird. Der Wellenlängenbereich des 

emittierten Lichts wird dabei als Emissionsspektrum bezeichnet.  

Bei der Signalverarbeitung an den Detektoren des Systems wird die Amplitude 

des einfallenden Signals in elektrischen Strom umgewandelt und einem Kanal 

zugeordnet; dieser Vorgang erfolgte beim FACSCalibur analog, beim moderne-

ren LSR II in digitaler Form. Die Fluoreszenzintensität ist dabei direkt proportio-

nal zur Anzahl der vorhandenen Bindungsstellen für eingesetzte Antikörper, d.h. 

je mehr Bindungsstellen mit einem Farbstoff-konjugierten Antikörper besetzt 

sind, desto stärker ist das Signal einer Zelle im entsprechenden Kanal. Die ge-

messenen Signale können linear oder logarithmisch verstärkt werden, üblicher-

weise geschieht dies linear für die Verstärkung von FSC und SSC und loga-

rithmisch für die Fluoreszenzsignale.  

Aus dem registrierten Lichteinfall können also neben Zelleigenschaften wie 

Größe (FSC) und Granularität (SSC) auch die Quantität oder Intensität gebun-

dener Oberflächenantikörper oder intrazellulär gebundener Antikörper bestimmt 

werden (Fluoreszenzlichtsignal). Je nach Ausstattung des Geräts kann durch 
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den Einbau zusätzlicher Laser, Lichtfilter und Detektoren eine Erweiterung der 

gleichzeitig messbaren und insgesamt möglichen Messparameter erfolgen. 

Über eine angeschlossene Datenauswertungseinheit in Form eines PCs 

(LSR II) oder Macintoshs (FACSCalibur) werden die Ergebnisse elektronisch 

ausgegeben. Zur Datenauswertung besteht die Möglichkeit der Anzeige als His-

togramm, der sogenannten Einparameterdarstellung. Hierbei werden horizontal 

die Kanäle, vertikal die für jeden Kanal gemessene Anzahl an Zellen aufgetra-

gen. Um Zellen jedoch auch für wissenschaftlich anspruchsvollere Zwecke 

auswerten zu können, besteht neben der Datenausgabe als Histogramm die 

Möglichkeit, zwei oder drei Parameter gegeneinander als „Dot Plot“ bzw. 3D-

„Dot Plot“ darzustellen. In dieser Form ausgegeben können Zellen durch Defi-

nieren bestimmter Bereiche im Dot Plot in weitere Analysen ein- oder ausge-

schlossen werden. Diesen Vorgang bezeichnet man als Gating. Ein bei jeder 

Messung auftretendes Problem stellt die Autofluoreszenz von Zellen dar. Um zu 

definieren, ab welcher Signalstärke (Kanal) eine Zelle für eine Eigenschaft posi-

tiv oder gerade noch negativ ist, sind daher Messungen von Kontrollen, d.h. 

eine Messung ungefärbter Zellen mit Kontrollantikörpern notwendig. Um die 

Verteilung der Zellen innerhalb einer distinkten Population präzisieren zu kön-

nen, gibt es über die Darstellung als Dot Plot hinausgehend die Möglichkeit, 

Zellen als „Contour Plot“ auszugeben. Wird diese Form gewählt, so werden Be-

reiche im Dot Plot, in denen dieselbe Anzahl Zellen gemessen wurden, durch 

eine Linie miteinander verbunden. Das Ergebnis ähnelt der topographischen 

Darstellung von Höhenlinien auf Landkarten und gibt die Heterogenität der Ver-

teilung der Zellen detaillierter wieder. Wir setzten Contour Plots standardmäßig 

bei der Neuentwicklung der Gating-Strategien am LSR II ein. 

Mittels Durchflusszytometrie können also gleichzeitig mehrere Eigenschaften 

von Zellen sehr schnell und insbesondere auf der Ebene einzelner Zellen er-

fasst und quantifiziert werden. Klinische Analysen werden so in kürzerer Zeit 

möglich und spezielle Fragestellungen können individuell untersucht werden. 
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3.3.2 Konfiguration und Ausstattung der Messgeräte 

Die in unserem Labor eingesetzten Durchflusszytometer BD FACSCalibur und 

BD LSR II wurden im Verlauf der Entstehung dieser Arbeit mit unterschiedlichen 

Komponenten auf- und umgerüstet, dies bedeutet beispielsweise Umstellung 

oder Einbau neuer Detektoren, Spiegel, Filter oder Laser. Für die abschließend 

durchgeführten Messungen und Experimente waren die Durchflusszytometer 

wie nachfolgend beschrieben konfiguriert. 

 

3.3.2.1 Konfiguration des FACSCalibur Durchflusszytometers 

In seiner serienmäßigen Ausstattung verfügt das FACSCalibur über einen 

488 nm Laser, mit dem die gleichzeitige Messung der drei Farben FITC, PE und 

PerCP ermöglicht wird. Das von uns verwendete Gerät war darüberhinaus mit 

einem weiteren Laser (635 nm) ausgestattet, welcher die Messungen um eine 

weitere Farbe (APC) erweiterte. Die folgenden Abbildungen illustrieren die dem 

jeweiligen Laser zugeordneten Anregungs- und Emissionsspektren, sowie die 

eingebauten Filter für die 4-Farben Messung.  

 

 
Abb. 3.1: Übersicht der Anregungs- und Emissionsspektren des 488 nm Lasers im FACSCalibur 
Dargestellt sind nach oben die max. Signalstärke [%], nach rechts die Wellenlänge [nm]. Wellenlänge des 
Lasers 488 nm (vertikale Linie), Anregungsspektrum jeweils gestrichelt, Emissionsspektrum jeweils flächig. 
APC wird von diesem Laser nicht angeregt. 
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Abb. 3.2: Übersicht der Anregungs- und Emissionsspektren des 635 nm Lasers im FACSCalibur 
Dargestellt sind nach oben die max. Signalstärke [%], nach rechts die Wellenlänge [nm]. Wellenlänge des 
Lasers 635 nm (vertikale Linie), Anregungsspektrum jeweils gestrichelt, Emissionsspektrum jeweils flächig. 
APC wird von diesem Laser angeregt, FITC, PE, PerCP nicht. 
 

3.3.2.2 Konfiguration des LSR II Durchflusszytometers 

Das bei uns eingesetzte LSR II Durchflusszytometer verfügt in seiner zuletzt 

eingestellten Konfiguration über insgesamt vier Laser: 405 nm (violet), 488 nm 

(blue) und 633 nm (red). Zusätzlich zu dieser serienmäßigen Ausstattung mit 

drei Lasern wurde ein 325 nm UV Laser eingebaut, der u.a. die gleichzeitige 

Messung von Hoechst Red/Blue oder AlexaFluor 350 ermöglichte, zwei Farb-

stoffe, die wir mitunter für unsere Lebend/Tot-Differenzierungsexperimente ein-

setzten. Die folgenden Abbildungen geben einen vollständigen Überblick über 

die verwendeten Detektoren, Spiegel und Filter für jeden der vier Laser. 

 
Abb. 3.3: Konfiguration des blauen (488nm, links) und roten (633nm, rechts) Lasers am LSR II 
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Abb. 3.4: Konfiguration des violetten (405nm, links) und UV (325nm, rechts) Lasers am LSR II 
 

3.3.3 Kalibrierung und Kompensation der Messgeräte 

Zur ständigen Qualitätskontrolle und Erhaltung der Reliabilität unserer gemes-

senen Daten war es notwendig, in regelmäßigen Abständen eine Kalibrierung 

und Kompensation unserer Instrumente durchzuführen. Diese Kalibrierung er-

folgte an beiden Geräten wöchentlich mithilfe von CaliBRITE™-Beads 

(FACSCalibur) bzw. CST-Beads™ (LSR II). Diese sogenannten Beads sind 

Mikropartikel einer bestimmten Größe und Morphologie, die ungefärbt oder an 

verschiedene Fluorochrome gekoppelt sind. Mit der Messung dieser Beads an 

den Durchflusszytometern konnte erfasst werden in welchem Ausmaß das von 

den einzelnen Farbstoffen emittierte Licht in die einzelnen Detektoren des Ge-

räts einstrahlte und sich dort mit dem Spektrum des emittierten Lichts eines an-

deren Fluorochroms vermengte bzw. überschnitt. Um genaue Ergebnisse erhal-

ten zu können, wurden in einem weiteren Schritt diese Überschneidungen der 

Fluoreszenzen gegeneinander abgeglichen und für die einzelnen Kanäle durch 

gegenseitige Kompensation benachbarter Kanäle korrigiert.  

 

3.3.3.1 Kalibrierung und Kompensation am FACSCalibur Durchflusszytometer 

Die Kalibrierung des FACSCalibur Durchflusszytometers wurde nach einer Spü-

lung des Geräts mit FACSClean (Hypochlorid), FACSRinse (seifige Lösung) 

und entsalztem Wasser für jeweils 5 Minuten durchgeführt. Um von einer kon-

stanten Messgenauigkeit der Laser ausgehen zu können, stellten wir sicher, 
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dass das Gerät vor Beginn der Kalibrierung bereits min. 30 Minuten in Betrieb 

war und somit die eingebauten Laser ihre Betriebstemperatur erreicht hatten. 

Wir bereiteten zwei FACS-Röhrchen A und B vor und pipettierten in Tube A 

75 µl PBS, 5 µl unlabeled beads und 5 µl APC Beads. In Röhrchen B gaben wir 

125 µl PBS, 5 µl unlabeled beads und jeweils 5 µl der FITC-, PE-, PerCP- und 

APC konjugierten Beads. Zur Durchführung der Kalibrierung verwendeten wir 

die Funktion Lyse/Wash des Programms FACSComp mit den Einstellungen 

Threshold 52 und Gain 2,00. Nach Eingabe der Lot IDs unserer Beads folgten 

wir den Anweisungen des Kalibrierungsprogrammes und wiederholten den 

Test, falls dies nötig war, mit einer höheren Konzentration an Beads in entspre-

chend mehr PBS. Nach erfolgreichem Testlauf wurden die Ergebnisse über-

nommen und zur internen Kontrolle chronologisch in eine Excel-Tabelle ein-

getragen. Während der gesamten Zeit unserer Messungen ergaben sich hierbei 

nur geringe Schwankungen für die einzelnen Parameter. Nach erfolgter wö-

chentlicher Kalibrierung führten wir alle vier Wochen eine manuelle Anpassung 

der gemessenen Parameter zur Kompensation der sich im Emissionsspektrum 

überlappenden Kanäle durch. 

 

3.3.3.2 Kalibrierung und Kompensation am LSR II Durchflusszytometer 

Die Kalibrierung an unserem zweiten Durchflusszytometer erfolgte analog zu 

der zuvor beschriebenen Kalibrierung am FACSCalibur. Statt der CaliBRITE™-

Beads verwendeten wir an diesem Gerät jedoch die hierfür vorgesehenen Cy-

tometer Setup & Tracking-Beads. Die Kalibrierung wurde gemäß den Anwei-

sungen des Kalibrierungstools CST-Setup innerhalb der BD FACSDiva-

Software durchgeführt. Die Kompensation der bei diesem Gerät deutlich größe-

ren Anzahl an Kanälen erfolgte automatisiert durch die Software. Zum Zeitpunkt 

der Beendigung dieser Arbeit wurden in die Kompensation 14 Farben durch 

Färbung von MNCs aus peripherem Spenderblut und angefärbte Beads einge-

schlossen. Die Einzelfärbungen erfolgten jeweils mit Antikörpern gegen huma-

nes CD3, für Tandemfarbstoffe wie PE-Dye590 oder PE-Cy7 setzten wir dage-

gen diejenigen Antikörper ein, die für die weiteren Messungen in diesem Kanal 

vorgesehen waren und verwendeten wegen der Seltenheit dieser Zellen im pe-
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ripheren Blut Knochenmark aus frischen oder eingefrorenen Patientenproben 

als Material. Nach abgeschlossener Kalibrierung und Kompensation wurden die 

neuen Einstellungen für die weiteren Messungen übernommen und sofern bei 

den Messungen genug Zellen vorhanden waren bisweilen mit den zuvor gülti-

gen Settings verglichen. 

 

3.3.4 Messung der Patientenproben 

3.3.4.1 Planung und Messung von Erstdiagnosen 

Da es bei der Planung der Markerkombinationen (Panels) für die Messung einer 

Erstdiagnose neben der Frage, für welche Marker der Patient positiv oder nega-

tiv ist, auch darum ging, die geeignete Kombination für spätere MRD-

Messungen (Follow-Up) festzulegen, mussten die Panels möglichst viele Mar-

ker umfassen, um diese Frage auch für möglichst viele Marker beantworten zu 

können. Begrenzt durch die maximal verfügbare Anzahl an KM-MNC und ma-

ximale Auswahl vorrätiger Antikörper führten wir die Messungen von B-ALL 

Erstdiagnosen in 2 Runden durch: In der 1. Färbung testeten wir verschiedene 

FITC- oder PE-konjugierte Marker lediglich auf ihre Positivität bzw. Negativität. 

Sofern diese schließlich in einer ersten Auswertung für die Erkennung leukämi-

scher Blasten und ggf. auch für das weitere MRD-Monitoring relevant waren, 

testeten wir diese Marker in einer 2. Färbung mit Negativkontrollen und in Kom-

bination mit dem sogenannten Backbone (10-PE/34-PerCP/19-APC für FITC-

konjugierte Marker, 10-FITC/34-PerCP/19-APC für PE-konjugierte Marker), um 

sie von gesunden bzw. regenerierenden Zellen differenzieren zu können. Au-

ßerdem ging in die Festlegung der Panels für Erstdiagnosen die jeweilige Diag-

nose mit ein, da sich die Marker je nach Leukämie-Subtyp stark unterscheiden. 

Um die Diagnose vor der aufwändigen ED-Messung herauszufinden, etablierten 

wir einen Schnelltest mit 4 Testansätzen bzw. schlossen die Ergebnisse des 

Leukämie-FACS des KMT-Routinelabors der Kinderklinik, das für alle Erstdiag-

nosen zur Leukämieklassifizierung angefertigt wird, in unsere Überlegungen mit 

ein. Für den Schnelltest zur Einordnung der Leukämie in die myeloische (AML) 



Methoden 

57 

bzw. lymphatische (B/T-ALL) Reihe färbten wir folgende Kombinationen mit für 

die jeweilige Leukämie typischen Markern: 

 

1. CD33-FITC / CD10-PE / HLA-DR-PerCP / CD19-APC 

2. CD34-FITC / CD5-PE / CD3-PerCP / CD19+CD33+HLA-DR-APC 

3. CD33-FITC / CD13-PE / CD4-PerCP / CD11b-APC 

4. CD2-FITC / CD56-PE / CD34-PerCP / CD117-APC 

 

Teströhrchen 1 testete dabei auf eine B-ALL, Teströhrchen 2 auf eine T-ALL 

und Teströhrchen 3 und 4 auf eine AML. 

Nach dem Ergebnis des Schnelltests und den zusätzlichen Informationen über 

weitere Marker aus dem KMT-Routinelabor etablierten wir für Erstdiagnosen die 

im Anhang abgebildeten Messpanels (siehe Abb. 8.2 und Abb. 8.3), wobei wir 

pro Test-Tube 0,2 x 106 (B-ALL) bzw. 0,3 x 106 (T-ALL) Zellen einsetzten. Mit 

den in diesem Panel enthaltenen Markerkombinationen konnten wir nach Aus-

wertung der Daten meist mehrere geeignete Marker für das spätere Follow-Up, 

d.h. der Messung der minimalen Resterkrankung identifizieren. 

Für AML-Erstdiagnosen gab es keine ähnlich einheitlichen Vorgaben von Test-

Panels wie für die B/T-ALL. Hierbei waren die Ergebnisse der vom KMT-

Routinelabor untersuchten Marker entscheidend, darüber hinaus untersuchten 

wir die Expression der häufigsten myeloischen Marker. Aufgrund der Vielzahl 

der nötigen Färbungen wurden AML-Proben nur experimentell am LSR II ge-

messen, auch die Messungen von Erstdiagnosen und Follow-Up-Proben von T-

ALLs erfolgten ausschließlich am LSR II. Die Messung dieser Proben am LSR II 

erfolgten hauptsächlich zu Testzwecken, während sich die eigentliche Etablie-

rung der MRD später auf die B-ALL beschränkte. Die Färbung und Messung 

der Zellen erfolgte am Punktionstag, gemessen wurden die Proben von o.g. 

Ausnahmen abgesehen an beiden Durchflusszytometern. Um zu entscheiden, 

wieviele Zellen pro Teströhrchen gemessen werden sollten, damit eine Aussage 

über die individuelle Eignung als MRD Marker getroffen werden konnte, bezo-

gen wir das Ergebnis des Knochenmarkausstrichs des hämatologischen Routi-

nelabors mit ein. Lag der dort manuell ausgezählte Anteil an Blasten über 90%, 
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wie es zum Zeitpunkt der Erstdiagnose häufig der Fall war, so genügten am 

FACSCalibur 20.000 gemessene Zellen. Aufgrund der größeren Anzahl gesun-

der Vergleichsproben an diesem Gerät wurden die Proben hier mit erster Priori-

tät gemessen, anschließend erfolgte die Messung von 30.000 Zellen bzw. den 

restlichen vorhandenen Zellen am LSR II. Zur Messung der Daten wurden die 

jeweils aktuellsten Settings benutzt (s. Kapitel 3.3.3 Kalibrierung und Kompen-

sation der Messgeräte). Pro Teströhrchen setzten wir 0,2 x 106 Zellen ein. Ver-

bleibendes Material wurde für weitere Experimente im Rahmen eines anderen 

Zweigs der Forschungsarbeiten in unserer AG (z.B. Nachweis leukämischer 

Stammzellen, Kologenizität, Transfer auf ein Mausmodell) verwendet und teil-

weise für spätere Untersuchungen wie z.B. Nachfärbungen kryokonserviert.  

 

3.3.4.2 Planung und Messung von MRD-Analysen 

MRD-Proben wurden zu bestimmten Zeitpunkten (z.B. Tag 15/33/100) im Be-

handlungsprotokoll ALL-BFM 2000 (sogenannte Therapieoptimierungsstudie), 

nach welchem in der Universitätskinderklinik Tübingen akute Leukämien be-

handelt werden, im Rahmen einer Knochenmarkpunktion entnommen. Von den 

meisten Patienten, von denen wir eine sogenannte MRD-Probe erhielten, war 

bereits zum Zeitpunkt der Erstdiagnose Knochenmark untersucht worden oder 

eingefrorenes Material aus der Routine nachgefärbt worden, sodass wir zur 

Planung der Panels auf die Ergebnisse der Erstdiagnose bzw. früherer MRD-

Messungen zurückgreifen konnten. Neben den geplanten Zeitpunkten der 

Punktionen im Therapieverlauf erreichten uns jedoch auch MRD-Proben zu un-

vorhersehbaren Zeitpunkten, z.B. wenn sich der Verlauf einer Erkrankung ver-

schlechterte oder Verdacht auf ein akutes Rezidiv bestand. Mit den zum Zeit-

punkt der Diagnose festgelegten Markern für das Follow-Up und den Ergebnis-

sen voriger MRD-Messungen des Patienten legten wir individuell unterschiedli-

che Testpanels fest, zumeist bedeutete dies zwischen vier und sieben Test-

röhrchen. Zur Ansicht einer solchen Untersuchung sei aufgrund der großen Va-

riabilität der MRD-Panels beispielhaft auf Abb. 8.1: Beispielplanung einer MRD-

Messung an beiden Durchflusszytometern, verwiesen. Auch die Messung der 

MRD-Proben führten wir auf beiden Durchflusszytometern durch. Ein Problem 
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bestand hierbei in der oft geringen Zellzahl der KMP-Probe im Krankheitsver-

lauf. Die durch Chemotherapie verursachte Panzytopenie im Knochenmark der 

Kinder limitierte insbesondere bei guten Therapie-Respondern die mögliche 

Zahl der Färbungen. Daher setzen wir oftmals nur die Hälfte der sonst üblichen 

1 x 106 Zellen pro Testtube ein, um möglichst viele Marker nachverfolgen zu 

können und die Durchführung der Messung an beiden Geräten zu ermöglichen. 

 

3.3.4.3 Planung und Messung von Templates 

Um bei unseren Messungen auffällige Zellen eindeutig leukämischen Blasten 

oder Zellen gesunden bzw. regenerierenden Knochenmarks zuzuordnen zu 

können, waren möglichst viele sogenannter Template-Proben notwendig. Die 

Template-Proben mussten ähnlich den Messungen bei Erstdiagnosen für mög-

lichst viele Marker durchgeführt werden, um für möglichst viele Marker bei spä-

teren Proben die obenstehende Zuordnung verbessern zu können. Darüber 

hinaus waren für beide Geräte separate Messungen von Template-Proben nö-

tig, da es sich um zwei grundsätzlich verschiedene Messgeräte handelt, be-

trachtet man beispielsweise die unterschiedliche Konfiguration (La-

ser/Detektoren) oder Messtechnik (digital/analog) der Geräte. Bei ausreichend 

viel Material setzten wir für Templates je 1 x 106 Zellen für meist 21 zu untersu-

chende Marker ein. Die dafür nötigen Messplanungen werden ebenfalls im An-

hang dieser Arbeit veranschaulicht (siehe Abb. 8.4 und Abb. 8.5). 

 

3.4 Datenauswertung 

Da hinter unseren Messungen oft klinisch relevante Fragestellungen standen, 

war die Auswertung der Daten in vielen Fällen innerhalb kurzer Zeit gefordert. 

Hieraus ergaben sich bisweilen verschiedene Probleme, insbesondere bei ho-

hem Probenaufkommen war es nicht immer möglich, die je nach Patient indivi-

duell unterschiedlich aufwändigen Auswertungen zeitnah durchzuführen, wes-

halb je nach klinischer Situation der Patienten Prioritäten gesetzt werden muss-

ten. Daneben stellte sich heraus, dass einzelne Marker je nach ihrer Expression 

bzw. Intensität bei Erstdiagnosestellung in unterschiedlicher Frequenz bei den 
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Patienten untersucht wurden, so war beispielsweise die Überexpression von 

CD58 auf Leukozyten sehr häufig Bestandteil der definierten Follow-Up-Proben 

und dementsprechend besser untersucht als beispielsweise die sehr viel selte-

nere Expression von intrazellulärer TdT bei B-ALLs. 

Da es bei Messungen der minimalen Resterkrankung um den Nachweis kleins-

ter Populationen von bis zu 10 Zellen geht, galt es, ganz besonders eine opti-

male Kompensation der gemessenen Kanäle zu etablieren und den Anteil 

falsch positiver Zellen sowie das sogenannte „carry over“ von einem Teströhr-

chen zum nachfolgenden zu minimieren. Wir gingen diese Probleme durch re-

gelmäßige Kalibrierung, Kompensation und Wartung der Messgeräte sowie 

durch gründliches Spülen vor und nach unseren Messungen, Abwischen der 

Nadel mit speziellen Tüchern und Zwischenspülen mit Aqua dest. oder PBS 

zwischen den einzelnen Tests an. Darüberhinaus zählten zur Vermeidung und 

Reduzierung systematischer Fehler regelmäßige Qualitätskontrollen anhand 

von Spenderblutzellen in unterschiedlichen Konzentrationen, Antikörpertitratio-

nen, der Vergleich unserer Ergebnisse mit Vorbefunden sowie Backups zur Si-

cherung der Messdaten. Wir führten die Messungen zu Beginn dieser Arbeit 

ausschließlich am FACSCalibur durch und arbeiteten sukzessive an der Über-

tragung der Methode auf das LSR II-Cytometer, indem die Proben zunehmend 

an beiden Geräten gemessen und die Ergebnisse miteinander verglichen wur-

den. 

 

3.4.1 Auswertung der FACSCalibur Daten 

Zur Auswertung unserer Messdaten stand uns ein Macintosh-Rechner mit der 

CellQuest 3.3-Software zur Verfügung. Für die individuellen Marker entwickel-

ten wir jeweils Auswertungsmasken, in denen sukzessive die Regionen der un-

tersuchten gesunden bzw. regeneratorischen Templateproben definiert und 

weiterentwickelt wurden. Die Auswertung selbst erfolgte für die Patienten indivi-

duell mit den Auswertungsmasken der zuvor als Follow-Up gefärbten Marker. 

Dazu wurde für jeden neuen Patienten zum Zeitpunkt der Erstdiagnose ein Pa-

nel der am häufigsten gefundenen Markern gefärbt (vgl. 3.3.4.1: Planung und 

Messung von Erstdiagnosen). Die Ergebnisse dieser 1. Messung, bei der die 
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meisten Marker einzeln untersucht wurden, fügten wir in eine erste Auswer-

tungsmaske ein, um einen schnellen Überblick über die zu erwartenden positi-

ven und negativen Marker zu gewinnen. Um die Grenze der negativen zu den 

positiven Zellen für die einzelnen Marker festzulegen und um daraufhin die Fär-

bungen für die zweite Runde festzulegen, war auch die Messung der jeweiligen 

Isotypkontrollen (Mouse IgG1, Mouse IgG2b, Mouse IgM) notwendig. Diese 

zweiten Färbungen erfolgten dann nicht nur mit dem entsprechenden Marker, 

sondern in Kombination mit dem sogenannten Backbone, d.h. zumeist CD10, 

CD34 und CD19, um die auffälligen Zellen näher einordnen zu können. Da der 

Blastenanteil im KM-Ausstrich der Patienten mit Erstdiagnose meist im Bereich 

zwischen 90 - 100 % lag, waren 20.000 gemessene Zellen pro Teströhrchen bei 

eingesetzten 200.000 Zellen in den meisten Fällen ausreichend, um die Blas-

tenpopulation in der Auswertung identifizieren zu können.  

 

3.4.1.1 Auswertung von Erstdiagnosen 

Die folgende Abbildung zeigt das Ergebnis einer dieser ersten Analysen für eine 

5-jährige Patientin mit Erstdiagnose einer c-ALL. Für die zweite Färbung festge-

legt wurden CD13/CD10/CD34/CD19 (3-Farben-Backbone) und 

CD21/CD10/CD34/CD19 (3-Farben-Backbone) aufgrund ihrer jeweils über die 

Isotypkontrolle (IgG1 für CD13 und CD21) hinaus gemessenen Fluoreszenz. In 

der Messung der nachgefärbten Röhrchen zeigten sich diese beiden Marker 

jedoch als nicht relevant für das Follow-Up. Mittels der später hierfür festgeleg-

ten Marker CD58, CD45, CD38 und intrazellulärer TdT (jeweils mit 3-Farben-

Backbone und zugehörigen Isotypkontrollen) stand bereits eine ausreichende 

Anzahl an Follow-Up-Markern zur Verfügung, um die Blastenpopulation (mor-

phologisch 97 %) unter den Lymphozyten zu identifizieren. 
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Abb. 3.5: Erste Analyse einer neu diagnostizierten B-ALL 

Isotyp- 
Kontrolle I 

Isotyp- 
Kontrolle III 

Isotyp- 
Kontrolle II 

 

 

 CD38+ 
CD10+ 

CD45dim 
CD10+ 

CD58+ 
CD10+ 
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Abb. 3.6: Erste Analyse einer neu diagnostizierten B-ALL (Fortsetzung) 
Nach Gating auf Lymphozyten (R1) werden die Zellen auf ihre Expressivität und ggf. Intensität des jeweils 
in FITC (NG2, cµ und CD56 in PE) gefärbten Markers untersucht. Die Quadrantenteilung wird in den Dot 
Plots der Isotypkontrollen definiert und in die zugehörigen Marker-Dot Plots übertragen. Für das Follow-Up 
wurden die Marker CD58, CD45, CD38 und TdT festgelegt. 
 

Für CD58 soll exemplarisch die weitere Auswertung für diese Patientin gezeigt 

werden. Dazu wird im FSC/SSC-Dot Plot zunächst großzügig auf Lymphozyten 

gegatet (R1), um diese nachfolgend in die Zellpopulationen CD19+/CD34+ (R2) 

und CD19+/CD34- (R3) aufzutrennen (s. Abb. 3.7). 

Die Zellen in R2 und R3 werden nun getrennt voneinander in weiteren Gates 

untersucht (s. Abb. 3.8). Für die CD19+/CD34+-Zellen (R2) erfolgt eine Auftra-

gung von CD58-FITC gegen CD10-PE. Über die deutliche Population von 

CD10+/CD58dim-Zellen wird das Gate R9 gelegt. R4 und R5 bezeichnen Regio-

nen gesunden regenerierenden Knochenmarks (Template-Gates). Zellen, die 

gleichzeitig im Gate R1, R2 und R9 liegen, werden danach in einem CD34-

Isotyp- 
Kontrolle IV 

 

TdT+ 
CD10+ 
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PerCP gegen CD19-APC-Dot Plot aufgetragen, um ihre Position in diesen Vor-

auswahl-Dot Plot zurückzugaten (backgating). Hierbei wird überprüft, ob die 

fraglichen Blasten aus R9 tatsächlich CD19+ sind oder als CD19-negative Zel-

len in das Gate R2 einstrahlen. Auf die deutlich CD19-positiven Zellen wird nun 

das Gate R10 gelegt und diese Zellen einmal ohne diese engere Definition 

durch R10 und einmal mit R10 in zwei FSC/SSC-Dot Plots aufgetragen um dort 

ihr Erscheinen als Lymphozyten, Monozyten oder Dubletten aufzuzeigen (s. 

Abb. 3.8). Leukämische Blasten sind bei dieser Erkrankung typischerweise als 

CD19+/CD10+/CD34+/--Zellen zu finden. Gate 10 könnte in dieser Darstellung 

auch enger auf den Kern des Zellclusters eingestellt werden um so eine genau-

ere Position im FSC/SSC darzustellen.  

 
Abb. 3.7: CD58 Auswertung (Erstdiagnose) 1/3 
Die in R1 großzügig gegateten Zellen werden in CD19+/CD34+ (R2) und CD19+/CD34- (R3) aufgeteilt. 
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Abb. 3.8: CD58-Auswertung (Erstdiagnose) 2/3 
CD19+/CD34+-Zellen (R2), die gleichzeitig in R1 liegen werden in Abb. (a) gegen CD58-FITC und CD10-
PE aufgetragen und durch R9 als potentiell leukämische Blasten markiert. Gates R4 und R5 bezeichnen 
Regionen physiologischer Zellpopulationen. In Abb. (b) werden die Zellen daraufhin gegen CD34-PerCP 
und CD19-APC aufgetragen, um mit R10 die CD19+-Zellen besser einzugrenzen. Es folgt die Auftragung 
dieser Zellen in Abb. (d) im FSC/SSC, getrennt davon die Auftragung ohne R10 (c). 
 

Für die CD19+/CD34--Zellen (R3) wird dieses Gating analog durchgeführt (s. 

Abb. 3.9). Regionen physiologischer Zellpopulationen (Templates, siehe Kap. 

1.3.1) sind in diesem Teil der Auswertung in R6, R7 und R8 dargestellt. Poten-

tielle leukämische Blasten werden in diesem Fall mit R12 markiert und ihre Po-

sition in den CD34-PerCP gegen CD19-APC-Dot Plot und FSC/SSC zurück 

gegatet. Da die leukämischen Blasten in diesem Fall größtenteils CD34+ waren, 

ergeben sich in diesem Zweig der Auswertung kaum Ergebnisse. Diese Aus-

wertung führten wir für alle anderen gefärbten Marker und ihrer Isotypkontrollen 

fort und bestimmten so die für den Patient individuell geeigneten Marker für das 

Follow-Up und damit das Monitoring der minimalen Resterkrankung.  

 

a b 

c d 
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Abb. 3.9: CD58-Auswertung (Erstdiagnose) 3/3 
Analog zur vorigen Abbildung werden hier die CD19+/CD34--Zellen aus R3 untersucht. Potentielle Blasten 
werden in Abb. (a) mit R12 gegatet und auf ihre Eigenschaft als CD19+ überprüft (b). Physiologische Zell-
populationen liegen in dieser Darstellung in R6, R7 und R8. Anschließend erfolgt Backgating in FSC/SSC 
(c). Da bei dieser Patientin der Großteil der Blasten CD34+ war sind in diesem Zweig der Auswertung wie 
erwartet weniger Blasten zu sehen (lediglich ein Dot nach Backgating der Population aus R12). 
 

3.4.1.2 Auswertung der Minimal Residual Disease 

Spätere MRD-Proben der Patienten wurden lediglich mit den definierten 

Markerkombinationen (und Backbone) gefärbt. In dieser Phase waren praktisch 

alle unserer Patienten mit einer (Poly-)Chemotherapie oder Kortikoiden anbe-

handelt. Da beide Therapien toxisch auf Leukozyten wirken, war der wichtigste 

Unterschied in der Auswertung einer MRD-Probe gegenüber einer Auswertung 

von Erstdiagnosen die stark verringerte Zellzahl, die für unsere Färbungen zur 

Verfügung stand. Lag die Zellzahl des erhaltenen Materials unterhalb der für die 

Durchführung der Follow-Up-Färbung notwendigen Zellzahl, so verteilten wir die 

Zellen nicht zu gleichen Anteilen auf die Teströhrchen, sondern gaben zu der 

aussagekräftigsten Markerkombination anteilig mehr Zellen hinzu als zu weni-

ger aussagekräftigen Kombinationen. Hierbei war es wichtig, die Antikörper 

nach dem eingesetzten Volumen und nicht nach der eingesetzten Zellzahl hin-

a b 

c 
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zuzugeben, wie unter Kap. 3.2 beschrieben. Das nächste Problem neben der 

aufgrund zytotoxischer Medikamente erniedrigten Zellzahl stellte die Tatsache 

dar, dass sowohl Erythrozyten, die trotz der Isolierung mononukleärer Zellen bei 

der Probenverarbeitung nicht entfernt wurden, als auch Zellfragmente, soge-

nannte „debris“, im Gerät zu der Gesamtzahl gemessener Events mit beitrugen, 

unser MRD-Ergebnis jedoch ein prozentualer Anteil von Zellen mit aberrantem 

Immunphänotyp an der Gesamtzahl der Lymphozyten sein sollte. Aus diesem 

Grund erforderten die Auswertungen der MRD-Proben stets ein Teströhrchen 

zur Permeabilisation von Zellen und eine Vorauswahl, durch die Zelltrümmer 

von lebenden Zellen differenziert werden konnten. Das Teströhrchen mit per-

meabilisierten Zellen war notwendig, um verbliebene Erythrozyten zu lysieren 

und um dadurch einen Erythrozyten-Korrekturfaktor berechnen zu können, der 

bei der endgültigen Auswertung miteingerechnet werden konnte. Die Permeabi-

lisierung der Zellen führten wir für diese Zwecke analog zu der in Kap. 3.2.3 

beschriebenen Methode der intrazellulären Färbung mit 8E-Reagenz durch. 

Gab es im Follow-Up-Panel keinen intrazellulären Marker, der diese Permeabi-

lisation ohnehin notwendig gemacht hätte, so färbten wir zusätzlich zu den 

Follow-Up-Markern das sogenannte perm19-Röhrchen, hierbei wurden die ein-

gesetzten Zellen extrazellulär mit CD19-APC gefärbt und anschließend perme-

abilisiert. Aus den Rohdaten dieses permeabilisierten Teströhrchens ergänzten 

wir so die MRD-Auswertungen um zwei weitere Auswertungsmasken: die Aus-

wertungsmaske für die sogenannten „debris“, um einen Korrekturfaktor für Zell-

trümmer und daraus den Anteil lebender Zellen berechnen zu können, und die 

Auswertungsmaske „perm19“ zur Berechnung des Erythrozyten-

Korrekturfaktors und des Anteils CD19-positiver Zellen (bei B-ALLs). Die fol-

genden Abbildungen illustrieren eine derartige Vorauswertung für einen 6-

jährigen Patienten mit B-ALL zum Zeitpunkt einer Messung der minimalen Res-

terkrankung knapp 4 Monate nach Ersterkrankung.  

In der Darstellung der permeabilisierten Zellen im FSC/SSC (s. Abb. 3.10) wur-

de dazu die linke Begrenzung des Gates R3 vor die erste erkennbare Populati-

on gelegt, um den größten Teil debris, die sich im FSC klein darstellen, heraus-

zugaten. Gemessen wurden 10.000 Zellen. 
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Abb. 3.10: MRD-Auswertung, Bestimmung der debris (Zelltrümmer) 
Das Gate R3 wird in seiner linken Begrenzung vor den im FSC ersten Cluster an Zellen gelegt um Zell-
trümmer (debris) größtenteils aus dem Gating auszuschließen. R1 liegt dabei großzügig um Lympho- und 
Monozyten.  
 

Der nächste Schritt der Auswertung war die erneute Darstellung dieser perme-

abilisierten Zellen in der „perm19“-Auswertungsmaske (s. Abb. 3.11). Hier wur-

de zunächst großzügig um Leukozyten gegatet (R1) und unter den gegateten 

Zellen die Region für CD19-positive permeabilisierte Zellen definiert (R2). Der 

Anteil dieser Zellen an der gemessenen Gesamtzellzahl in diesem Tube ging 

später in die Berechnung der Korrekturfaktoren mit ein.  
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Abb. 3.11: MRD-Auswertung, Gating der CD19+-permeabilisierten Zellen (R2) 
nach großzügigem Gating um Leukozyten (R1). 
 

Die Auswertungsmasken „debris“ und „perm19“ wurden für jede MRD-

Auswertung einmal erstellt, um die Korrekturfaktoren für die Berechnung des 

Anteils an Blasten in den nachfolgend auszuwertenden Einzelfärbungen festzu-

legen. Für diesen Patient wurden zum Monitoring der MRD insgesamt vier Mar-

ker (CD58, CD38, CD45 und CD66c) neben dem perm19-Röhrchen untersucht. 

Die weitere Auswertung wurde somit für jeden dieser vier Marker einzeln 

durchgeführt und soll im Folgenden exemplarisch an CD58 (bester Marker des 

Patienten) gezeigt werden. Dazu mussten die gemessenen Daten in Auswer-

tungsmasken geladen werden, die wir mithilfe der Auswertungsmasken der 

Erstdiagnose und Template-Proben für die einzelnen Marker erstellten. In ei-

nem ersten Schritt wurden die Messdaten im FSC/SSC- und CD34/CD19-Plot 

aufgetragen (s. Abb. 3.12). Um möglichst viele Zellen in die Analyse miteinzu-

beziehen, wurde zunächst großzügig auf Lympho- und Monozyten gegatet (R1). 
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Diese Zellen wurden anschließend in CD19+/CD34+ (R2) und CD19+/CD34- 

(R3) aufgeteilt.  

 
Abb. 3.12: MRD-Auswertung für CD58 1/3 
Die in R1 großzügig gegateten Zellen werden in CD19+/CD34+ (R2) und CD19+/CD34- (R3) aufgeteilt. 
 

 
Abb. 3.13: MRD-Auswertung für CD58 2/3 
CD19+/CD34+-Zellen (R2), die gleichzeitig in R1 liegen, werden in Abb. (a) gegen CD58-FITC und CD10-
PE aufgetragen. Markierung als potentiell leukämische Blasten durch R9. Gates R4 und R5 weisen dabei 
auf die Regionen der physiologischen Zellpopulationen hin. In Abb. (b) werden die Zellen daraufhin gegen 
CD34-PerCP und CD19-APC aufgetragen, um mit R10 die CD19+-Zellen besser einzugrenzen. Auftragung 
dieser Zellen im FSC/SSC (d), getrennt davon Auftragung ohne R10 (c). 

a b 

c d 
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Die weitere Auswertung erfolgte analog zur Auswertung von Erstdiagnosen für 

diese beiden Subpopulationen getrennt. Zellen aus R1 und R2 wurden in der 

zweiten Abbildung (Abb. 3.13) gegen CD58-FITC und CD10-PE aufgetragen. 

In dieser Darstellung wurde das zum Zeitpunkt der Erstdiagnose um die Blas-

tenpopulation gesetzte Gate R9 entsprechend der jetzigen Position der Blasten 

angepasst, die Regionen R4 und R5 bezeichnen dabei weiterhin Regionen ge-

sunden regenerierenden Knochenmarks (Template-Proben). Die Zellen aus R9 

wurden im nächsten Dot Plot gegen CD34 und CD19 durch „backgating“ zurück 

verfolgt (R1 + R2 + R9) und mit R10 eine genauere Auswahl der Blasten an-

hand ihrer Fluoreszenz für CD19 vorgenommen.  

Schließlich wurden die Zellen einmal mit und einmal ohne R10 im FSC/SSC 

abgebildet, um ihre Zugehörigkeit zu Lymphozyten, Dubletten oder anderen 

Populationen zu bestimmen.  

Dieser Auswertungsschritt erfolgte analog dazu für die CD19+/CD34--Zellen 

(R3) aus Abb. 3.12. Das Ergebnis ist nachfolgend dargestellt, es findet sich im 

Blastengate R12 noch eine deutliche Zellpopulation, die auch im FSC/SSC 

vorwiegend im Bereich der Lymphozyten zur Darstellung kommt (s. Abb. 3.14).  
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Abb. 3.14: MRD-Auswertung für CD58 3/3 
Analog zur vorigen Abbildung werden hier die CD19+/CD34--Zellen aus R3 (CD34-) untersucht. Potentielle 
Blasten werden in R12 gegatet (a) und auf ihre Eigenschaft als CD19+ überprüft (b). Physiologische Zell-
populationen liegen in R6, R7 und R8. Anschließend Backgating in FSC/SSC (c). Es zeigt sich in R12 eine 
deutliche Persistenz der Blasten. 
 

Zur genauen Bestimmung des Anteils der Zellen mit aberrantem bzw. für CD38 

und CD45 unterexprimierten, für CD58 überexprimierten Immunphänotyps 

mussten nun die Korrekturfaktoren berechnet werden. Dafür musste für die ein-

zelnen Teströhrchen bekannt sein, wie hoch die gemessene Gesamtzellzahl 

lag. Da wir, um Rechenkapazität und Speicherplatz zu sparen, statt aller akqui-

rierter Daten lediglich die gemessenen CD19+-Zellen abspeicherten (mit selte-

nen Ausnahmen im Falle hauptsächlich CD19-negativer Zellpopulationen), 

musste die Gesamtzellzahl manuell einzeln notiert und so für die Auswertung 

festgehalten werden.  

  

a b 

c 
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An Korrekturfaktoren bestimmten wir dann zunächst den Debris-Faktor. 

Debris-Faktor = 10000
Anzahl der lebenden Zellen (R3 in Abb. 3.10)

 

 

Danach legten wir für die einzelnen Marker (hier CD58) den Prozentsatz von 

CD19+-Zellen an der Gesamtzellzahl in diesem Test Tube fest: 

%CD19+ an der Gesamtzellzahl = Anzahl der CD19‐pos. Zellen (R2+R3 in Abb. 3.12)
Gesamtzellzahl im CD58 Tube (manuell notiert)

 × 100 

 

Derselbe Prozentsatz wurde für die permeabilisierte Probe berechnet: 

%CD19+ (perm) der Gesamtzellzahl = Anzahl der CD19‐pos. Zellen (R2 in Abb. 3.11)
Gesamtzellzahl im perm19 Tube (manuell notiert)

 ×100 

 

Dieser Anteil wurde direkt mit dem „Debris-Faktor“ multipliziert, das Produkt ist 

der korrigierte Anteil CD19+-permeabilisierter Zellen: 

%CD19+(perm)korr = Debris‐Faktor × %CD19+ (perm) 

 

Der „Debris/Ery-Korrekturfaktor“ wurde schließlich berechnet durch: 

Debris/Ery-Faktor = %CD19+ (perm)korr
%CD19+

 

 

Mithilfe des Debris/Ery-Faktors konnte nun der Anteil leukämischer Blasten kor-

rigiert werden, dies wurde für jeden der einzelnen Follow-Up-MRD-Marker be-

rechnet und ist hier für CD58 gezeigt.  

 

Blastenanteil für CD58 = Blastenanzahl (R10 in Abb. 3.13+ R12 in Abb. 3.14)
Gesamtzellzahl im CD58 Tube (manuell notiert)

 

 

Blastenanteil, korrigiert = Blastenanteil für CD58 x Debris/Ery-Faktor 

 

Rechnet man dies für unseren Beispielpatienten durch, ergibt sich für den Mar-

ker CD58 die nachfolgende Auswertung: 
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Bei dem untersuchten Patient war folglich zum Zeitpunkt dieser Messung noch 

eine recht hohe Blastenlast nachweisbar, der Anteil von Blasten an der Ge-

samtzahl der Leukozyten beträgt in diesem Fall 15,6 %. Es ist unverzichtbar, 

einen solchen Befund im Sinne des Monitorings der minimalen Resterkrankung 

weiter zu verfolgen, ggf. sogar eine Therapieeskalation zu empfehlen. Zur bes-

seren Übersicht bot es sich besonders bei häufig punktierten Patienten an, die 

gemessenen Werte der MRD-Last, aufgetrennt nach den einzelnen Markern, in 

ein Diagramm einzutragen. Für den Fall dieses Beispielpatienten ergibt sich mit 

den Vorwerten für den Marker CD58 folgendes Diagramm: 

 

Korrektur-Faktoren     
      
Maske "Debris-Template"       
Anzahl der lebenden Zellen (R3):  9771 Debris-Faktor= 1,0234367  
      
nicht-permeabilisierte       
AK-Kombination (nicht CD15!)  CD58    
Anzahl der CD19+ Zellen:  84936    
Gesamtzellzahl (total events):  844845 Anteil %CD19+ = 10,0534418 % 

      
permeabilisierte       
AK-Kombination  perm/19    
Anzahl der CD19+ Zellen:  62647 %CD19+(perm) = 15,4655311 % 
Gesamtzellzahl (total events):  405075 %CD19+(perm), korrigiert = 15,8279921 % 

      
   Debris/Ery-Faktor = 1,57438542  
      
MRD-Berechnung     
     
nicht-permeabilisierte     
AK-Kombination CD58    
Anzahl Blasten: 84046 Blasten (gerundet) = 9,94 % 
Gesamtzellzahl (total events): 844845 Blasten, korrigiert = 15,66 % 
Tab. 3.1: Korrigierte MRD-Auswertung für CD58 



Methoden 

75 

 
Abb. 3.15: MRD-Verlauf für CD58 (exemplarisch) 
Die MRD-Last für den Marker CD58 zum Punktionszeitpunkt in Prozent ist über der Zeitachse mit dem 
jeweiligen Punktionsdatum aufgetragen. 
 

Auf diese Weise führten wir am FACSCalibur die MRD-Analysen für die indivi-

duellen Marker des Patienten durch, die sich bei der Erstdiagnose als für das 

Follow-Up geeignet herausstellten. Die Nachweisgrenze für Blasten liegt dabei 

bei 1:10.000, d.h. 0,01 % (s. Diskussion); Ergebnisse unterhalb dieser Nach-

weisgrenze wurden daher nicht als MRD-negativ, sondern als „MRD unter der 

Nachweisgrenze“ bezeichnet.  

 

3.4.2 Auswertung der Daten am LSR II 

Die Auswertung der MRD-Daten am neu angeschafften BD LSR II Durch-

flusszytometer unterscheidet sich aufgrund des anderen Geräts, der neueren 

Software und selbstverständlich durch die Möglichkeit mehr als vier Farben 

gleichzeitig detektieren zu können grundlegend von den oben gezeigten Aus-

wertungsstrategien am FACSCalibur. Sie zu konzipieren, zu überprüfen und für 

die Bestimmung der minimalen Resterkrankung zu realisieren, stellte einen der 

zentralen Punkte des Arbeitsprogramms dar und soll daher im Ergebnisteil er-

läutert werden (siehe Kap. 4.2.3: Entwicklung von Gating- und Auswertungs-

strategien).  
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4 Ergebnisse 

Die nachfolgende Darstellung der Ergebnisse gliedert sich in drei Teile. Zu-

nächst soll die Optimierung der MRD-Analyse am vorhandenen 4-Farben-

Durchflusszytometer FACSCalibur gezeigt werden. Dies schließt neben der Ak-

quisition von Daten gesunder Kontrollproben die Entwicklung neuer Auswer-

tungsstrategien mit ein. Den mittleren Teil macht die Übertragung der durch-

flusszytometrischen MRD-Analyse auf das neu angeschaffte 14-Farben-

Durchflusszytometer aus, um die sich daraus ergebenden Vorteile zur Verbes-

serung der Methode nutzen zu können. Dazu waren neben einer seriellen Auf-

rüstung des Durchflusszytometers mit geeigneten Detektoren und Lasern die 

Entwicklung eines neuen Backbones, einer Lebend/Tot-Differenzierung sowie 

von neuen Gating- und Auswertungsstrategien und neuen Kontrollen gesunden 

Knochenmarks notwendig. Zuletzt ging es darum, die Ergebnisse auf Patien-

tenproben anzuwenden, was an Einzelmessungen von B-ALL-Erstdiagnosen 

und MRD-Verlaufskontrollen mit Blick auf den klinischen Hintergrund demons-

triert wird. 

 

4.1 Optimierung der MRD-Analyse am FACSCalibur 

Als erstes Ziel dieser Arbeit war die Optimierung der MRD-Analyse auf dem 

vorhandenen 4-Farben-Durchflusszytometer FACSCalibur vorgesehen. Dazu 

war es zunächst notwendig, eine ausreichende Zahl von Kontrollproben mit den 

für die Auswertung der MRD eingesetzten Markern anzufärben und die Ergeb-

nisse zu analysieren 

Danach ging es um die Entwicklung neuer Auswertungsstrategien zur MRD-

Bestimmung (Kap. 4.1.2) und in einem letzten Schritt sollte die Integration von 

HLA-Antikörpern ergänzend zum Nachweis aberranter Immunphänotypen in die 

MRD-Diagnostik geprüft werden (Kap. 4.1.3). 
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4.1.1 Integration regeneratorischer Kontroll-Proben 

Um die bei unseren MRD-Messungen gefundenen auffälligen Zellen möglichst 

sicher verbliebenen Blasten der Leukämie oder aber unreifen regeneratorischen 

Zellen des Knochenmarks zuordnen zu können, war die Integration von mindes-

tens sechs physiologischen KM-Proben in die Auswertungsmasken erforderlich. 

Während der Zeit der Anfertigung dieser Arbeit bearbeiteten wir insgesamt acht 

solcher Proben für das FACSCalibur, die wir frisch und für möglichst viele Mar-

ker färbten und analysierten (siehe Kap. 3.3.4.3: Planung und Messung von 

Templates und Tab. 2.2). Sukzessive konnten wir unsere MRD-Auswertungen 

auf diese Weise auf immer mehr Vergleichspatienten stützen. Die Integration 

von Kontrollgates für den sehr häufig festgelegten MRD-Marker CD38 soll hier 

stellvertretend für alle anderen untersuchten Marker (später auch analog mit 

neuen Proben am LSR II Cytometer) gezeigt werden. 

Dazu führten wir zunächst ein großzügiges Gating auf Lymphozyten durch und 

trennten die gegateten Zellen in CD19+/CD34-, d.h. reife B-Zellen, und 

CD19+/CD34+, d.h. regenerierende B-Zellen auf (siehe Abb. 4.1). Die Zellen des 

Kontroll-Knochenmarks wurden anschließend in für diesen zwei Auswertungs-

zweigen getrennt weiteranalysiert. 

 
Abb. 4.1: Integration physiologischer Kontrollproben (1/2) 
Zunächst wird mit R1 (links) großzügig auf Lymphozyten der Template-Probe gegatet. Diese Zellen wer-
den im nächsten Dot Plot (rechts) in CD34+/CD19+ (R2) und CD34-/CD19+ (R3) aufgeteilt. 
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In Abb. 4.2 ist dies für insgesamt acht verschiedene Proben jeweils für den 

Marker CD38 dargestellt: Jeweils links die CD19+/CD34+-Zellen und rechts die 

CD19+/CD34--Zellen. Im Dot Plot ist jeweils CD38 gegen CD10 aufgetragen. Mit 

Hilfe dieser Proben mussten nun die Kontrollgates definiert werden, die später 

für die Zuordnung von Zellen aus Patientenproben zu Blasten oder regenerie-

renden KM-Zellen wichtig waren. Da die Position der Zellen dieser Kontrollpro-

ben zwar stets relativ distinkt, jedoch nicht absolut kongruent war, musste eine 

Art Kompromiss für die Definition der Kontrollgates gefunden werden, um mög-

lichst viele regeneratorische Zellen in die Kontrollgates einzuschließen, jedoch 

ohne diese Gates dabei größer als nötig festzulegen. 
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Abb. 4.2: Integration physiologischer Kontrollproben (2/2) 
Dargestellt sind die Ergebnisse für CD38 von insgesamt 8 Template-Proben. Zunächst wird das in Abb. 
4.1 gezeigte Gating angewendet (nicht abgebildet), dann jeweils links die Gates R4 und R8 als Kontrollga-
tes für CD34+/CD19+-Zellen (R1 + R2 in Abb. 4.1) und jeweils rechts die Gates R5, R6, R7, R9 und R11 
als Kontrollgates für CD34-/CD19+-Zellen (R1 + R3 in Abb. 4.1) definiert. Dabei muss ein Kompromiss 
gefunden werden, der möglichst viele Bereiche der acht Templates erfasst. Die dargestellten Gates zeigen 
eine Lösung dieses Kompromisses und somit die zukünftigen Kontrollgates für Patientenproben, bei de-
nen CD38 als MRD-Marker definiert wurde. 
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Die Etablierung der Kontrollgates für die weiteren eingesetzten Marker erfolgte 

auf die gleiche Weise. Wir analysierten analog zu dem oben vorgestellten Bei-

spiel zusätzliche Kontrollgates für die folgenden Marker: 

 

Eingeschlossene Marker für Kontrollproben 

CD10 CD52 cµ (intrazellulär) 

CD13 CD56 NG2 

CD15 CD58  

CD21 CD65s  

CD33 CD66c  

CD45 TdT (intrazellulär)  

Tab. 4.1: Eingeschlossene Marker für Kontrollproben 
Die aufgeführten Marker wurden in die Analyse der Kontrollproben am FACSCalibur eingeschlossen. 
 

4.1.2 Entwicklung neuer Auswertungsstrategien 

Die in den Kapiteln 3.4.1.1 und 3.4.1.2 vorgestellten Auswertungsstrategien 

erlaubten uns in vielen Fällen eine ausreichende MRD-Bestimmung unserer 

Patientenproben. In manchen Fällen, insbesondere bei MRD-Bestimmungen im 

Bereich der Nachweisgrenze stellten wir fest, dass die nach den vorgestellten 

Gatingstrategien verbliebenen potentiellen Blasten näher analysiert werden 

mussten, um sie eindeutig der anzunehmenden Blastenpopulation oder aber 

beispielsweise Dubletten zuzuordnen zu können. Wir gingen dieses Problem 

durch eine Überarbeitung unserer Auswertungsstrategie an. Dabei definierten 

wir bereits bei der Erstdiagnose des zu untersuchenden Patienten ein exakteres 

Gate R11 um die Hauptpopulation der Blasten als Sub-Gate des stets großzü-

gig gewählten R1-Gates (Lymphozyten-Gate) (vergleiche Kap. 3.4.1.1 und 

3.4.1.2, siehe Abb. 4.3). Dieses Gate wurde im FSC/SSC-Dot Plot mit Hilfe der 

dorthin zurückgegateten Blasten definiert (Backgating). Bei späteren MRD-

Proben konnte durch diesen Schritt eine genauere Darstellung der Blasten 

durch Integration des R11-Blastengates in die Auswertung erreicht werden. Das 
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Ergebnis dieser Backgating-Strategie ist nachfolgend exemplarisch für einen 

Patienten mit CD58 als Leukämie-Marker veranschaulicht. Zunächst wird die 

unter den oben genannten Kapiteln gezeigte Auswertungsstrategie der Erstdi-

agnose dieses Patienten spaltenweise neben der späteren-MRD Situation und 

regenerierenden Kontrollen (Template) angewandt. 

 

 
Abb. 4.3: Neue Auswertungsstrategie: Vorauswertung 
Spaltenweise sind die Analysen von Proben einer c-ALL Erstdiagnose (Spalte I) mit späterer MRD-Follow-
Up-Probe (Spalte II) neben der Analyse von physiologischem KM (Template, Spalte III) dargestellt. Zu-
nächst jeweils großzügiges Gating auf Lymphozyten (R1, oben), danach Auftrennung dieser Zellen in 
CD34+/CD19+-Zellen (R2) sowie CD34-/CD19+-Zellen (R3, jeweils unten). 
 

Anschließend werden die CD19+/CD34+-Zellen aus R2 jeweils für ED (Abb. 

4.4a/d/g), MRD (Abb. 4.4b/e/h) und Template (Abb. 4.4c/f/i) weiteranalysiert: Mit 

R9 werden potentielle Blasten erfasst (Abb. 4.4a/b/c) und mit R10 eventuelle 

R2-randständige Zellen herausgegatet (Abb. 4.4d/e/f). Es folgt ein Backgating 

in den FSC/SSC Dot Plot (Abb. 4.4g/h/i) und die Definition des Gates R11 bei 

der ED (Abb. 4.4g). R11 wird für spätere MRD-Auswertungen übernommen.  

I    II    III 
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Abb. 4.4: Neue Auswertungsstrategie: Analyse der CD19+/CD34+-Zellen (1/2) 
Spaltenweise sind die Analysen von Proben einer c-ALL-Erstdiagnose (a/d/g) mit späterer MRD (b/e/h) 
neben der Analyse von physiologischem KM (Template, c/f/i) dargestellt. Mit R9 werden bei der ED (a) 
und der MRD (b) die potentiellen Blasten erfasst und mit R10 die R2-randständigen Zellen heraus gegatet 
(d/e/f). R4 und R5 bezeichnen Bereiche physiologischer Zellpopulationen (vgl. Template). Unten werden 
die potentiellen Blasten ins FSC/SSC-Dot Plot zurück gegatet (g/h/i) und mit R11 bei der ED die Hauptpo-
pulation der Blasten erfasst (g, restriktiv nach links und oben). R11 wird bei der MRD für die genauere 
Zuordnung von potentiellen Blasten zu tatsächlichen Blasten oder Doubletten weiterverwendet (h).  
 

Zuletzt werden die mit R9 erfassten potentiellen Blasten nach Ausschluss even-

tueller randständiger Zellen durch R10 wieder im CD58/CD10-Dot Plot ausge-

geben (Abb. 4.5a/b/c) und schließlich der jeweils gleichen Population mit zu-

sätzlichem Gating auf R11 gegenübergestellt (Abb. 4.5d/e/f). In diesem Fall re-

Erstdiagnose    MRD       Template 

b a c 

d e f 

g h i 
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duziert sich die relevante Blastenzahl bei der MRD-Probe von 1529 Blasten 

(Abb. 4.5b) auf 402 Blasten (Abb. 4.5e) und führt so zu einem deutlich niedrige-

ren Ergebnis in der Blastenquantifizierung für diesen Zweig der Auswertung. 

 

 

 
Abb. 4.5: Neue Auswertungsstrategie: Analyse der CD19+/CD34+-Zellen (2/2) 
Spaltenweise sind die Analysen von Proben einer c-ALL-Erstdiagnose (a/d) mit späterer MRD (b/e) neben 
der Analyse von physiologischem KM (Template, c/f) dargestellt. R4 und R5 bezeichnen Bereiche physio-
logischer Zellpopulationen (vgl. Template). In den drei oberen Dot Plots werden die durch R1 und R10 
gegateten potentiellen Blasten angezeigt (a/b/c). In den drei unteren erfolgt die Darstellung nach R11-
gestütztem Gating. Es wird deutlich, dass sich unter den potentiellen Blasten in der MRD-Situation viele 
Doubletten und damit falsch positive Blasten befinden, da die Anzahl der gegateten Zellen in R9 durch das 
zusätzliche Gate R11 von 1529 (b) auf 402 (e) verringert wird.  
 

Analog zu den CD19+/CD34+-Zellen aus R2 (s. Abb. 4.3) werden die gezeigten 

Schritte für die Zellen aus R3 (CD19+/CD34-, s. Abb. 4.3) wiederholt: 

  

a b c 

d e f 

Erstdiagnose    MRD       Template 
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Abb. 4.6: Neue Auswertungsstrategien: Analyse der CD19+/CD34--Zellen (1/2) 
Spaltenweise sind die Analysen von Proben einer c-ALL-Erstdiagnose (a/d/g) mit späterer MRD (b/e/h) 
neben der Analyse von physiologischem KM (Template, c/f/i) dargestellt. Mit R12 werden bei der ED und 
der MRD die potentiellen Blasten erfasst (a/b) und mit R13 die R3-randständigen Zellen heraus gegatet 
(d/e/f). R4 und R5 bezeichnen Bereiche physiologischer Zellpopulationen (vgl. Template). In den drei un-
tersten Dot Plots werden die potentiellen Blasten ins FSC/SSC-Dot Plot zurück gegatet (g/h/i) und mit R11 
bei der ED die Hauptpopulation der Blasten erfasst (g, restriktiv nach links und oben). R11 wird bei der 
MRD für die genauere Zuordnung von potentiellen Blasten zu tatsächlichen Blasten oder Doubletten wei-
terverwendet (h). In diesem Fall zeigten die Blasten zum Zeitpunkt der Erstdiagnose größtenteils 
CD34+/CD19+, sodass bei diesem Zweig der Auswertung erwartungsgemäß wenig Zellen auftauchen. R11 
wurde daher von der Auswertung der CD34+/CD19+-Hauptblastenpopulation (Abb. 4.4g) übernommen. 
  

a b c 

d e f 

g h i 

Erstdiagnose    MRD       Template 
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Abb. 4.7: Neue Auswertungsstrategie: Analyse der CD19+/CD34--Zellen (2/2) 
Spaltenweise sind die Analysen von Proben einer c-ALL-Erstdiagnose (a/d) mit späterer MRD (b/e) neben 
der Analyse von physiologischem KM (Template, c/f) dargestellt. R4 und R5 bezeichnen Bereiche physio-
logischer Zellpopulationen (vgl. Template). In den drei oberen Dot Plots werden die durch R1 und R13 
gegateten potentiellen Blasten angezeigt (a/b/c). In den drei unteren erfolgt die Darstellung nach R11-
gestütztem Gating. In diesem Zweig der Auswertung verringert sich die Anzahl der gegateten Zellen in 
R12 durch das zusätzliche Gate R11 von 18 (b) auf 14 (e) Zellen. 
 

In diesem zweiten Zweig der Auswertung ergibt sich in der Blastenquantifizie-

rung eine Reduktion der relevanten Blasten von 18 (Abb. 4.7b) auf 14 (Abb. 

4.7e) durch die Integration des Blastengates R11. Die gezeigten zusätzlichen 

Auswertungsstrategien konnten in schwierigen Fällen eine Absicherung unse-

res Befundes bewirken. Durch diese Methode erfolgt zusammenfassend eine 

Aufreinigung der potentiellen Blastenpopulation gegenüber toten Zellen oder 

Dubletten. Die Anzahl der falsch positiven Zellen kann auf diese Weise verrin-

gert werden. 

  

a b c 

d e f 

Erstdiagnose    MRD       Template 
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4.1.3 MRD-Bestimmung mittels HLA-Antikörpern 

Die Bestimmung der minimalen Resterkrankung in unserem Labor basierte bis-

lang auf dem Einsatz von Antikörpern gegen sogenannte CD-Antigene (cluster 

of differentiation) oder gegen intrazelluläre Moleküle. Obwohl uns eine große 

Palette an Antikörpern hierfür zur Verfügung stand, gab es bisweilen doch Pati-

enten, für die kein Marker gefunden werden konnte, mit dem die leukämischen 

Blasten sicher von physiologischen KM-Zellen differenzierbar gewesen wären. 

Mit der Verwendung von Antikörpern gegen HLA-Antigene im Rahmen der 

MRD-Messungen entstand eine weitere Möglichkeit auch bei solchen Patienten 

noch einen Marker für den Verlauf der MRD zu finden. In Frage kam dieses 

Vorgehen bei allogen transplantierten Patienten, bei denen sich durch eine 

haploidentische Transplantation (Mismatch in 3-5 HLA-Allelen) eine Differenz 

für bestimmte HLA-Antigene ergeben hatte. Bei haploidentisch transplantierten 

Patienten stehen so weitere Marker zur Verfügung, die die Sensitivität der 

MRD-Messung erhöhen können, bzw. bei schwierigem Nachweis überhaupt 

erst ermöglichen können. Oftmals handelte es sich dabei um HLA-A2/28-FITC, 

die weiteren eingesetzten HLA-Antikörper sind in Tab. 2.17 aufgeführt. Nachfol-

gend soll die Durchführung dieser Möglichkeit an einem Beispielpatienten ver-

anschaulicht werden. Im gezeigten Fall handelt es sich um einen im Alter von 

10 Jahren an einer c-ALL (Ph+, keine Meningeosis) erkrankten Jungen, der 8 

Monate nach Therapiebeginn ein Rezidiv der Leukämie erlitt und 7 Wochen 

später eine haploidentische Knochenmarktransplantation erhielt. Für HLA-A2/28 

ergab sich dadurch eine geänderte Konstellation (Spender A2/28-positiv, Pati-

ent A2/28-negativ). Die folgenden Auswertungen sind das Ergebnis fortlaufen-

der Messungen nach der Transplantation:  

Die erste Messung führten wir an Tag 62 nach Transplantation durch. Es erfolg-

te zunächst ein großzügiges Gating auf Lymphozyten (R1 in Abb. 4.8) und an-

schließend eine Auftrennung dieser Zellen in CD19+/CD34+ (R2) und 

CD19+/CD34- (R3), die getrennt weiteruntersucht wurden. 
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Abb. 4.8: HLA-Analyse Tag 62 n. KMT (1/2) 
Zunächst wird mit R1 (links) großzügig auf Lymphozyten der gegatet. Diese Zellen werden im nächsten 
Dot Plot (rechts) in CD34+/CD19+ (R2) und CD34-/CD19+ (R3) aufgeteilt.  
 

Für den R2-Zweig wurden mit dem Gate R4 (Abb. 4.9a) verbliebene A2/28-

negative Zellen vom Empfänger erfasst, mit R5 (Abb. 4.9d) geschah dies für 

Zellen aus dem R3-Zweig. R4 und R5 wurden damit auf CD10-positive Zellen 

(CD10-positive c-ALL, sogenannte CALLA.) gelegt, die gleichzeitig HLA-A2/28-

negativ, d.h. autologe Zellen waren. Der größte Teil der analysierten Zellen 

stellte sich A2/28-positiv dar, was damit Donorzellen entsprach und ein gutes 

Engraftment des Transplantats belegte. Die potentiellen Blasten summierten 

sich in diesem Fall auf insgesamt 15 (11 aus R4, s. Abb. 4.9a, und 4 aus R5, s. 

Abb. 4.9d). Nach der Korrekturrechnung ergab sich eine MRD-Last von 3 x 10-5 

(0,003 %), d.h. unter der Nachweisgrenze.  
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Abb. 4.9: HLA-Analyse Tag 62 nach KMT (2/2) 
Anschließend werden in den oberen drei Dot Plots (a/b/c) die CD34+/CD19+-Zellen (R1+R2), in den unte-
ren drei Dot Plots (d/e/f) die CD34-/CD19+-Zellen (R1+R3) analysiert und dazu zunächst gegen CD10 und 
A2/28 aufgetragen (a/d). Es zeigt sich eine deutliche Population der A2/28-positiven allogenen B-Zellen 
neben nur sehr wenigen autologen B-Zellen des Empfängers (R4 bzw. R5). Diese autologen Zellen wur-
den gemäß der zuvor beschriebenen Auswertungsstrategie (b/c, bzw. e/f, s. Kap. 3.4.1.2) analysiert. Für 
die 15 potentiell verbliebenen Blasten (R4+R5) ergibt sich nach der Korrekturrechnung eine MRD-Last von 
3 x 10-5 (0,003 %), d.h. unter der Nachweisgrenze. 
 

Im weiteren Verlauf ergab sich ein Rezidiv der Erkrankung an Tag 109 nach 

KMT. Die Analyse ergab eine MRD-Last von 49,55 % für autologe Blasten. Für 

die Auswertung erfolgte die Trennung der autologen von Donor-B-Zellen in ei-

nem früheren Schritt, um proliferierende Blasten des Patienten gründlicher von 

Spenderzellen differenzieren zu können. Dazu erfolgte wiederum zunächst ein 

Gating auf Lymphozyten (Abb. 4.10a) und anschließend mit R2 ein Gating auf 

HLA-A2/28-negative, d.h. autologe Zellen (Abb. 4.10b), sowie mit R3 ein Gating 

auf A2/28-positive Zellen, d.h. Donorzellen (Abb. 4.10b). Potentielle autologe 

Blasten werden mit R12 (Abb. 4.10c) im CD34/CD10-Dot Plot erfasst und durch 

Backgating in den A2/28/CD19-Dot Plot (Abb. 4.10d) auf ihre A2/28-Negativität 

geprüft. Die in Abb. 4.10 gezeigte Auswertung gibt somit die deutliche Zunahme 

a b c 

d e f 
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der autologen Blasten und deren hohe Expression von CD10 (CALLA-Marker) 

wieder.  

 
Abb. 4.10: HLA-Analyse Tag 109 nach KMT 
Zunächst wird mit R1 (a) großzügig auf Lymphozyten gegatet. Diese Zellen werden im nächsten Dot Plot 
(b) in A2/28-- und CD19+-Zellen (R2) gegenüber A2/28+ und CD19+ (R3) aufgeteilt. Zellen in R2 entspre-
chen somit autologen, Zellen in R3 allogenen B-Zellen. Da in die Auswertung dieses Rezidivs lediglich die 
autologen B-Zellen eingehen sollen werden diese in einem ersten Schritt in R2 (b) erfasst. Diese Zellen 
werden nun gegen CD34/CD10 aufgetragen (c) und mit R12 als typische CALLA Blasten (CD10+) erfasst. 
Um zu differenzieren, ob es sich bei den erfassten Zellen um deutlich A2/28-negative B-Zellen oder im Dot 
Plot randständig erfasste Zellen handelt erfolgt ein Backgating von R12 gegen A2 und CD19 (d). Die Ana-
lyse ergibt 49,55 % autologe Blasten. 
 

Analog zur gezeigten Auswertung geben Abb. 4.11 und Abb. 4.12 weitere Mes-

sungen an Tag 130, 138, 167, 187, 201 und 223 wieder.  

 

b 

c d 

a 
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Abb. 4.11: HLA-Analyse Tag 130, 138 und 167 nach KMT 
Es erfolgt primär das in der vorigen Abbildung beschriebene Gating auf autologe, d.h. A2/28-negative B-
Zellen (R1-Gate um Lymphozyten in Abb. 4.10a, nicht abgebildet) und anschließend die weitere Analyse 
dieser Zellen (a, R2). Tag 130 ist dabei in den drei oberen (a/b/c), Tag 138 in den drei mittleren (d/e/f) und 
Tag 167 in den drei unteren Dot Plots (g/h/i) dargestellt. Es ergeben sich für Tag 130 33,94 % Blasten, für 
Tag 138 85,01 % Blasten und für Tag 167 3,00 % Blasten (unter Dasatinib Dauertherapie und Chemothe-
rapie mit Vincristin, Alkaran und Decortin). 
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Abb. 4.12: HLA-Analyse Tag 187, 201 und 223 nach KMT 
Es erfolgt primär das in Abb. 4.10 beschriebene Gating auf autologe, d.h. A2/28-negative B-Zellen (R1-
Gate um Lymphozyten in Abb. 4.10a, nicht abgebildet) und anschließend die weitere Analyse dieser Zel-
len (a, R2). Tag 187 ist dabei in den drei oberen (a/b/c), Tag 201 in den drei mittleren (d/e/f) und Tag 223 
in den drei unteren Dot Plots (g/h/i) dargestellt. Es ergeben sich für Tag 187 58,32 % Blasten, für Tag 201 
27,08 % Blasten und für Tag 223 49,95 % Blasten (unter Fortführung der Chemotherapie mit Vincristin, 
Alkaran und Decortin). 
 

Der Patient verstarb schließlich an den Folgen seines therapie- und transplata-

tionsrefraktären Rezidivs. Nachfolgendes Diagramm zeigt den Verlauf seines 

autologen Blastenanteils unter Polychemotherapie mit Hilfe des eingesetzten 

Markers HLA-A2/28.  
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Abb. 4.13: MRD-Last im Verlauf für HLA-A2/28 
 

Der erkennbare stark schwankende Verlauf lässt sich durch unterschiedliche 

Chemotherapieintensivierungen gegenüber therapielimitierenden Komplikatio-

nen erklären. Die Diagnose des Rezidivs nach KMT erfolgte an Tag 109. Unter 

einer palliativen kombinierten Chemotherapie mit Vincristin, Melphalan, Arsen 

und Decortin kam es im weiteren Verlauf neben Pneumocystis-jiroveci-

Pneumonien und akuten Enteritiden zu einer Meningeosis leucaemica und zwei 

weiteren Schüben der Erkrankung (Verlauf Tag 109 bis Tag 187). Dieser Ver-

lauf und die entsprechend schwankende MRD-Last erklären sich durch toxizi-

tätsbedingte Therapiedeeskalationen.  

Trotz eines erneuten Therapieversuchs mit Nilotinib kam es im weiteren Verlauf 

nach einer kurzen Phase der Blastenreduktion (Tag 201) zu einem erneuten 

Schub des ALL-Rezidivs an Tag 223 mit Todesfolge an Tag 250.  

Die Erfassung des MRD-Verlaufs anhand des Markers HLA-A2/28 korrespon-

dierte wie abgebildet im gesamten Verlauf der Erkrankung gut zur klinischen 

Situation.   
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4.1.4 Zusammenfassung des Kapitels 

Um die klinisch bedeutsamen Auswertungen der MRD am vorhandenen 4-

Color-Durchflusszytometer zu optimieren, definierten wir zunächst geeignete 

Regionen physiologischer Kontrollen für die spätere Zuordnung aberranter Zel-

len zur Blastenpopulation oder Population regeneratorischer Zellen. Diese Kon-

trollen bestimmten wir anhand von acht regeneratorischen KM-Proben für ins-

gesamt 15 MRD-taugliche Antigene, darunter auch zwei intrazelluläre Marker. 

Um eine exaktere Blastenquantifizierung vornehmen zu können, entwickelten 

wir einen neuen Auswertungsalgorithmus durch Einführung eines weiteren Ga-

tes in die Auswertungsmasken zum Backgating von suspekten Zellpopulationen 

in den FSC/SSC-Dot Plot. Auf diese Weise können falsch positive oder tote Zel-

len sowie Zell-Dubletten durch eine weitere Aufreinigung der Zellen von der 

MRD-Bestimmung ausgenommen werden. Bei Patienten, für die beispielsweise 

aufgrund Fehlens einer ausreichend aberranten Expression innerhalb des un-

tersuchten Antikörper-Panels kein geeigneter CD-Antikörper zur Verfügung 

stand, prüften wir an einem klinischen Fall eines ALL-Rezidivs nach haploiden-

tischer Knochenmarktransplantation konsekutiv das Prinzip der MRD-

Bestimmung durch HLA-Antigene, um die MRD zu verfolgen.  
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4.2 Transfer und Etablierung der MRD am LSR II 

Während der Entstehung der vorliegenden Arbeit wurde das neu angeschaffte 

Durchflusszytometer BD LSR II mehrmals auf- und umgerüstet. Die zuletzt be-

stehende Konfiguration mit insgesamt vier Lasern und 15 Detektoren ermöglich-

te uns die Messung der minimalen Resterkrankung von B-ALL Patienten mit 

Hilfe von bis zu 14 Farben synchron statt wie bisher mit lediglich vier Farben. 

Diese Erweiterung der maximal einsetzbaren Farben zählte zu den wichtigsten 

Neuerungen am LSR II. Durch die gleichzeitige Detektierbarkeit dieser neuen 

Fluorochrome im selben Teströhrchen konnten wir Probenmaterial einsparen, 

was insbesondere bei sehr niedrigen Zellzahlen wie bei MRD-Proben von Tag 

15 der ALL-Therapie, an dem meist eine therapieinduzierte Aplasie des Kno-

chenmarks vorliegt, einen entscheidenden Vorteil darstellt. Aus demselben 

Grund verringerte sich auch die pro Patient benötigte Anzahl von Teströhrchen. 

Darüberhinaus erzielten wir mit dem neuen Durchflusszytometer höhere Mess-

geschwindigkeiten, das zeitaufwändige Messen des gesamten Volumens pro 

Teströhrchen wurde dadurch deutlich verkürzt. Um gleichbleibende Ergebnisse 

zu erhalten, waren regelmäßige Wartungen und Kontrollen am neuen Durch-

flusszytometer notwendig. Mit unterschiedlichen Einstellungen von sowohl 

Software (Ansteuerung der Detektoren) als auch Hardware (unterschiedliche 

Filter und Spiegel) führten wir zahlreiche Neukompensationen und Kalibrierun-

gen durch, um schließlich eine Möglichkeit zu finden, die MRD-Messungen in 

guter Qualität und reproduzierbar (durch die Möglichkeit zur späteren Kompen-

sation nach bereits erfolgter Messung) zu realisieren. 

Im Gegensatz zu den bisherigen Messungen standen uns am neuen Gerät 

durch die neu hinzugekommenen Kanäle nun erweiterte Möglichkeiten zum 

Ausschluss unerwünschter Zellen zur Verfügung. Die Etablierung einer Le-

bend/Tot-Differenzierung stellte eine wichtige Neuerung dar. Um unsere Mes-

sungen gegenüber physiologischen oder regenerierenden Zellen des Kno-

chenmarks zu validieren, war es erneut erforderlich, entsprechende Kontroll-

Proben zu verarbeiten und zu analysieren (siehe Tab. 2.3: Untersuchte Templa-

tes am LSR II Durchflusszytometer). Mithilfe der Erfahrungen vom FACSCalibur 

Durchflusszytometer erfolgte dies für die dort als wichtig befundenen Marker 
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(siehe Abb. 8.5: Markerkombinationen für B-ALL-Templates am LSR II). Die 

Ergebnisse dieser Arbeit und ihre erfolgreiche Anwendung auf klinisch wichtige 

Patientenproben sollen in den nun folgenden Kapiteln gezeigt werden. Bei der 

Auswahl der Patienten spielten wiederum die Erfahrungen mit den bisherigen 

Messungen am FACSCalibur eine wichtige Rolle, so erfolgten beispielsweise 

auch am LSR II viele Messungen mit Markern, die sich bereits beim 

FACSCalibur als wichtig herausgestellt hatten. 

 

 
Abb. 4.14: Häufig eingesetzte Markerkombinationen am FACSCalibur 
Dargestellt ist eine Rangfolge der am häufigsten eingesetzten Marker zur MRD-Bestimmung am 
FACSCalibur in FITC in Kombination mit dem am FACSCalibur etablierten 3-Farben-Backbone CD10-
PE/CD34-PerCP/CD19-APC. Für das am LSR II entwickelte Backbone siehe Tab. 4.4: 10-Farben-
Backbone (LSR II) 
 

4.2.1 Ergebnisse der Lebend/Tot-Assays 

Ein bedeutsamer Schritt auf dem Weg, die MRD-Messungen am neuen Durch-

flusszytometer LSR II weiter zu verbessern, war die Etablierung einer Differen-

zierung von lebenden und toten Zellen, um sowohl bei frischem Probenmaterial 

als auch bei der Verwendung von kryokonservierten Zellen die Viabilität der 

untersuchten Zellen in die Auswertung integrieren zu können. Zu diesem Zweck 
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untersuchten wir die unkonjugierte Form verschiedener Farbstoffe, sogenannte 

„reactive dyes“, die in mit Antikörpern konjugierter Form für die Durchflusszyto-

metrie eingesetzt werden (vergleiche Kap. 3.2.5: Lebend/Tot-Differenzierung 

mittels Fluorochromen).  

Von den insgesamt acht getesteten Dyes (siehe Kap. 2.8.2) stellte sich Alexa-

Fluor 350 als der am besten geeignete heraus. Durch den im Gerät installierten 

UV-Laser (325 nm) konnte ein Detektor dieses Lasers für AlexaFluor350 be-

nutzt werden und wir erreichten selbst in einer Verdünnung von 1:10 noch gute 

Kompensationsergebnisse. Wir etablierten folgendes Protokoll für die Le-

bend/Tot-Differenzierung mit AlexaFluor350: 

 

1. Zellsuspension im FACS-Röhrchen mit PBS einstellen, pro 106 Zellen 

1 ml PBS, max. 4 ml PBS zugeben (4 - 8 x 106 Zellen waren bei den 

meisten MRD-Messungen ausreichend). 

2. Zugabe von 1 µl AF350 (1:10) pro ml PBS. 

3. Inkubation für 10 Minuten im Dunkeln bei RT. 

4. Auffüllen des Röhrchens bis 5 ml mit PBS und Zentrifugation (3 Minuten 

bei 450 G und RT). 

5. Auffüllen des Röhrchens bis 5 ml mit PBSA und erneute Zentrifugation. 

 

Die AlexaFluor350-Färbung konnte vor oder nach der direkten Färbung mit An-

tikörper-konjugierten Fluorochromen erfolgen. Um dieses Ergebnis zu validie-

ren, führten wir über insgesamt 7 Tage einen Test mit frischen Spenderblutzel-

len durch. Dabei testeten wir neben der Viabilität der Zellen auch die Eignung 

mehrerer Media, um unsere Zellen aufzubewahren. Ein kleines Aliquot der in 

jeweils kleinem Volumen (200 µl) von 5 verschiedenen Media im Kühlschrank 

gelagerten Zellen wurde an Tag 1, Tag 2, Tag 3, Tag 4 und Tag 7 morgens zu-

nächst mit CD14 gefärbt, um später Monozyten herausgaten zu können, und 

anschließend mit AF350 gefärbt und sogleich gemessen. Bei der Auswertung 

(s. Abb. 4.15) wurde nach Auswahl der Zellen im time window (Abb. 4.15a) zu-

nächst auf mononukleäre Zellen gegatet, deren Lage im FSC/SSC bekannt ist 

(Abb. 4.15b). Nach Gating auf diese Zellen wurden die darunter befindlichen 
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CD14-negativen Zellen, d.h. Nicht-Monozyten (Abb. 4.15c), ausgewählt und 

schließlich im AF350-Width/AF350-Area Dot Plot analysiert (Abb. 4.15d). Im 

gezeigten Beispiel für das Medium PBS zeigte sich an Tag 1 lediglich eine Po-

pulation (Abb. 4.15d), da erwartungsgemäß noch annähernd alle Zellen vital 

waren. 

 

 
Abb. 4.15: Media/Viability-Test (PBS, Tag 1) 
Analyse der in PBS aufbewahrten Spenderblutzellen nach voriger Färbung mit CD14-Qdot800 und AF350. 
Die nach der Zeit gegateten Zellen (a, time window) werden im FSC/SSC-Dot Plot angezeigt (b). Es folgt 
Gating auf mononukleäre Zellen, deren charakteristische Lage im FSC/SSC bekannt ist (b, Gate mononu-
clear cells). Die darunter CD14-negativen (d.h. nicht monozytären) Zellen werden ausgewählt (c, Gate 
CD14-) und schließlich im AF350-Width/AF350-Area-Dot Plot ausgegeben (d). In dieser Probe vom ersten 
Tag sind erwartungsgemäß viele Zellen im Gate „live cells“ (d) akkumuliert. Durch die Miterfassung der 
AF350-Width können zudem Dubletten mittels Begrenzung des Gates „live cells“ nach rechts ausgenom-
men werden. 
 

a 

c d 

b 
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Zu der Population der in der gezeigten Analyse im Gate „live cells“ (Abb. 4.15d) 

erfassten Zellen zeigte sich im zeitlichen Verlauf des Versuchs eine zunehmen-

de Population toter Zellen oberhalb der „live cells“-Population, was einer zu-

nehmenden Anfärbung mit AF350 durch zunehmende Schädigung der Zell-

membran entspricht. Abb. 4.16 zeigt diese zunehmende Entwicklung der avita-

len Zellen oberhalb des Gates für lebende Zellen im PBS-Medium für die Tage 

1 bis 7 neben einer abnehmenden Population der live-cells. 

 

 
Abb. 4.16: Entwicklung einer zunehmenden Population avitaler Zellen (PBS, Tag 1-7) 
Dargestellt sind die Dot Plots von Tag 1 (a), Tag 2 (b), Tag 3 (c), Tag 4 (d) und Tag 7 (e), die in Abb. 4.15 
gezeigte Gating-Strategie erfolgte analog jeweils vorab. Es zeigt sich eine zunehmende Population von 
toten Zellen neben abnehmenden Populationen lebender Zellen (Konturlinienverdichtung bzw. Konturli-
nienerweiterung). 
 

Die weiteren Auswertungen erfolgten für die fünf untersuchten Media PBS, 

PBSA, MACS+, DMEM- und DMEM+. Grundsätzlich scheint das Vorhandensein 

von Protein im Medium (PBSA, MACS+, DMEM+) das Überleben der Zellen po-

sitiv zu beeinflussen (siehe Abb. 4.17). Bei der Analyse der lebenden Zellen 

unter den CD14-negativen Zellen, welche eher den für die MRD wichtigen Ziel-

zellen entsprechen, zeigt sich ein relativ gutes Überleben der Zellen über den 

untersuchten Zeitraum (siehe Abb. 4.18). 

a – Tag 1 b – Tag 2 c – Tag 3 

d – Tag 4 e – Tag 7 
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Abb. 4.17: Abnahme der Zellvitalität in unterschiedlichen Media 
Das Diagramm zeigt die absteigende Vitalität als Ergebnis des abnehmenden Anteils von Zellen im Gate 
„live cells“ an den im time window gegateten Zellen (siehe Abb. 4.15) für die fünf unterschiedlichen Medi-
en. Am besten scheinen sich proteinhaltige Media wie MACS+, DMEM+ oder PBSA für die Aufbewahrung 
der Zellen zu eignen. Der für alle Media erkennbare Einbruch an Tag 2 ist durch das starke Absterben von 
Granulozyten im Zeitfenster zwischen Tag 1-2 erklärbar. 
 

 
Abb. 4.18: Zellvitalität bezogen auf CD14-negative Zellen in unterschiedlichen Media 
Gezeigt wird die absteigende Vitalität als Ergebnis des abnehmenden Anteils von Zellen im Gate live-cells 
an den CD14-neg. gegateten Zellen (s. Abb. 4.15) für die unterschiedlichen Medien. Diese den Zielzellen 
für MRD-Messungen näher kommenden Zellen scheinen sich in PBSA und MACS+ am besten zu halten. 
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Der in Abb. 4.17 für alle Media erkennbare Einbruch der vitalen Zellen an Tag 2 

ist am wahrscheinlichsten durch das Absterben von Granulozyten im Zeitfenster 

zwischen Tag 1 und Tag 2 erklärbar. Wir setzten die Lebend/Tot-

Differenzierung mit Hilfe von AlexaFluor350 nach ihrer Entwicklung für die meis-

ten nachfolgenden Färbungen ein. Der durch die zusätzlichen Waschschritte 

verursachte Zellverlust war in den meisten Fällen vertretbar, nur in Einzelfällen, 

d.h. bei sehr wenig Ausgangsmaterial, führten wir den Schritt der AF350-

Färbung nicht durch. Aufgrund der ordentlichen Ergebnisse mit AF350 reser-

vierten wir diesen Kanal für die Lebend/Tot-Differenzierung nachfolgender Mes-

sungen mit Patientenproben am LSR II Durchflusszytometer. 

 

4.2.2 Ergebnisse der Antikörper-Titrationen 

Für die Entwicklung eines neuen MRD-Backbone-Panels, d.h. einer definierten 

Kombination von Oberflächenmarkern, die wir neben variablen Leukämiemar-

kern für unsere Tests einsetzten, war die Prüfung und Titration vieler unter-

schiedlich konjugierter Antikörper erforderlich. Bei insgesamt 28 Antikörper-

Titrationen überprüften wir die Eignung der einzelnen Antikörper für den beab-

sichtigten Einsatz als MRD-Marker hinsichtlich der bestmöglichen Auftrennung 

von für diesen Antikörper jeweils positiven und negativen Zellen. Gleichzeitig 

bestimmten wir eine minimale und maximale Verdünnung, sowie eine Verdün-

nungsempfehlung um optimale Ergebnisse zu erhalten.  

Exemplarisch soll nachfolgend bei dem ins Backbone-Panel übernommenen 

Tandem-Antikörper CD10-PE-Dye590 eine solche Titrationsreihe gezeigt wer-

den. Wegen der Seltenheit von CD10-positiven Zellen in peripherem Spender-

blut titrierten wir diesen Antikörper an KM-MNC einer c-ALL-ED in Konzentrati-

onen von der 2-fachen Herstellerangabe bis zu 1/64 der Herstellerangabe. Wir 

führten zunächst ein FSC/SSC-gestütztes Gating auf Lymphozyten durch. An-

schließend erfolgt die Auftragung der Zellen gegen CD10-PE-Dye590 und SSC-

A (s. Abb. 4.19) und die Erfassung der CD10-positiven Zellen (Gates CD10+ in 

Abb. 4.19). Die Auswertung der Titration erfolgt mit Hilfe der medianen Expres-

sion von CD10 und dem Prozentsatz von jeweils CD10-positiven Zellen an den 

Lymphozyten (s. Statistiken in Abb. 4.19).  
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Abb. 4.19: Antikörper-Titration CD10-PE-Dye590 
Dargestellt sind FACS-Analysen von mit CD10-PE-Dye590 gefärbten KM-MNC einer c-ALL-Erstdiagnose 
nach FSC/SSC-gestütztem Gating auf Lymphozyten (nicht abgebildet). Primär eingesetzt wurden je 
500.000 Zellen, analysiert wurden je 50.000 Zellen. Die Ak-Konzentration ist als Vielfaches bzw. Bruchteil 
der vom Hersteller vorgegebenen Dosierung (20 µl Ak / 100 µl Zellsuspension) über den zugehörigen Dot 
Plots angegeben. Maßgeblich für das Ergebnis ist neben der medianen PE-Dye590 Signalstärke der 
CD10-positiven Zellen zur Bestimmung der optimalen Ak-Konzentration (s. jeweils zugehörige Statistik) 
auch die Trennung der CD10+-Zellen von unspezifisch angefärbten Zellen (unterhalb von 1/16 nicht mehr 
ausreichend) zur Prüfung der Eignung des Antikörpers als MRD-Marker. Für diesen Antikörper setzten wir 
einen Verdünnungsbereich von min. 1/8-fach bis max. 1-fach und eine Empfehlung von 1/3 der vom Her-
steller empfohlenen Konzentration fest.  
 

Die Mehrheit dieser Antikörpertitrationen ließ sich allerdings mit peripherem 

Spenderblut derselben Person durchführen. In Ausnahmefällen war jedoch auf-

grund der Seltenheit der jeweils gesuchten Zellen im peripheren Blut die Anfär-

bung von KM-MNCs erforderlich, wie auch im abgebildeten Beispiel gezeigt.  

 

 
Abb. 4.20: Titrationskurve zu CD10-PE-Dye590 
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Aus Gründen der Übersicht folgen die Ergebnisse aller weiteren Antikörper-

titrationen tabellarisch:  

 

Antikörper 
[CD] 

Hersteller 
Hersteller 
[µl/100µl] 

Minimum 
[µl/100µl] 

Maximum 
[µl/100µl] 

Empfehlung 
[µl/100µl] 

3-q605 Invitrogen 1 0,1 0,25 0,25 

3-q655 Invitrogen 1 0,125 1 0,25 

10-FITC Dako 10 0,125 20 5 

10-PB Exbio 4 4 8 8 

10-PE Dako 5 0,625 10 2,5 

10-PE-Dye590 Exbio 20 2,5 20 7 

10-PerCP Exbio 10 2,5 20 5 

14-q800 Invitrogen 1 0,02 1 0,05 

16-AF700 Exbio 4 2 8 4 

19-APC BD 5 1,25 5 2,5 

19-APC-H7 BD 5 2,5 5 5 

19-FITC BD 20 5 20 10 

19-PB Exbio 4 1 4 2 

34-APC BD 5 1 4 2 

34-FITC BD 20 10 40 20 

34-PE-Cy7 BD 5 2,5 10 4 

34-PerCP BD 20 5 40 15 

38-FITC Beckman C. 20 1,25 20 4 

38-PB Exbio 4 1 4 4 

38-PE BD 20 2,5 20 7 

38-PE-Dye590 Exbio 20 5 20 10 
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38-PerCP Exbio 10 5 10 10 

45-AF700 Exbio 4 1 8 4 

45-PB Caltag 4 0,2 4 0,4 

45-q800 Invitrogen 1 0,125 1 0,5 

56-PE Exbio 20 5 20 15 

58-FITC Beckman C. 20 1 20 10 

58-PB Exbio 4 1 4 2 

58-PE Exbio 20 10 40 20 

Tab. 4.2: Ergebnisse der Antikörper-Titrationen 
 

Für die beiden folgenden Antikörper konnten wir in der Titrationskurve keine 

Sättigung und keine zufriedenstellende Trennung positiver Zellen von unspezi-

fisch gefärbten Zellen erreichen und schlossen sie daher für weitere Experimen-

te aus. 

 

Antikörper Hersteller Klon 

10-AlexaFluor 700 Exbio MEM-78 

58-AlexaFluor 700 Exbio MEM-63 

Tab. 4.3: Ausgeschlossene Antikörper 
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4.2.3 Entwicklung von Gating- und Auswertungsstrategien am LSR II 

Bei der Bestimmung der Blastenpopulation waren die für eine verbesserte Aus-

wertung der MRD notwendigen zusätzlichen Farben neben ihrem eigentlichen 

Einsatz als Leukämie-Marker und der Realisierung einer Lebend/Tot-

Differenzierung, wie in Kap. 4.2.1 beschrieben, auch für den Ausschluss uner-

wünschter Zellen von großer Bedeutung.  

Es galt, die benötigten Antikörper, die als neues Backbone-Panel bei allen 

Tests zukünftiger Messungen eingesetzt werden sollten, optimal auf die ver-

schiedenen Kanäle zu verteilen. Dabei spielten mehrere Faktoren eine Rolle: 

Fluorochrome, deren Emissionsspektren sich zu großen Teilen mit Emissions-

spektren benachbarter Kanäle überschnitten, eigneten sich lediglich für das 

„Herausgaten“ unerwünschter Zellen, ein Einsatz als MRD-Marker hätte wegen 

der für diese Farben hohen Kompensationswerte zu falsch positiven oder falsch 

negativen Ergebnissen führen können. Trotzdem musste auch in diesen Kanä-

len ein ausreichendes Signal für eben diese unerwünschten Zellen detektierbar 

sein und zudem auch noch in der bei der Titration der jeweiligen Antikörper de-

finierten Verdünnung. Außerdem mussten noch genügend freie Kanäle für den 

Einsatz der wichtigsten Marker, nämlich der Leukämiemarker, verbleiben, wofür 

wir die am besten differenzierbaren Farben, für die auch möglichst viele konju-

gierte Antikörper existierten, reservierten. Wir untersuchten verschiedene Anti-

körper-Fluorochrom-Kombinationen mit unterschiedlichen Filtern, Spiegeln und 

Kompensationen für die geplante, feste Antikörperkombination (Backbone) und 

kamen zu folgendem Ergebnis: 
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Fluorochrom Antikörper Vorkommen 

PE-Dye590 CD10 CALLA-Marker 

PerCP CD38 
Häufiger Leukämiemarker / inverser 

Stammzellmarker (CD34+/CD38-) 

PE-Cy7 CD34 Hämatopoetische Stammzellen 

PB CD45 
Hämatopoetische Zellen/ 

häufiger Leukämiemarker 

Qdot605 CD56 NK-Zellen 

Qdot655 CD3 T-Zellen 

Qdot800 CD14 Monozyten 

APC-H7 CD19 B-Zellen 

AlexaFluor700 CD16 NK-Zellen, Monozyten, Makrophagen 

AlexaFluor350 reactive dye Lebend/Tot-Differenzierung 

Tab. 4.4: 10-Farben-Backbone (LSR II) 
 

Es verblieben die bewährten signalstarken Kanäle FITC, PE und APC neben 

einem weiteren Kanal für Qdot705/PE-AF700-Antikörper für maximal vier 

gleichzeitig einsetzbare MRD-Marker pro Röhrchen, statt wie bisher einem Ka-

nal (FITC bzw. PE) am FACSCalibur Durchflusszytometer. Die nachfolgend 

erklärte Gating-Strategie auf Zellen der B-Zell-Linie wurde übernommen und als 

primäres Gating allen weiteren Tests vorangestellt. Alle weiteren Gating-

Strategien werden bei der exemplarischen Auswertung von Patientenproben in 

Kap. 4.3 beschrieben.  

Um also auf die für unsere Messungen relevanten Zellen der B-Zell-Linie zu 

gaten, wurden positive und negative Selektionen kombiniert: Zunächst wurden 

alle im Zeitfenster der Messung liegenden Zellen akquiriert und in einem 

FSC/SSC-Dot Plot ausgegeben (Abb. 4.21a), dort wurde zum weitestgehenden 

Ausschluss von Granulozyten auf mononukleäre Zellen gegatet und diese hin-

sichtlich ihrer Expression von CD14 analysiert (Abb. 4.21b). Um Monozyten 

herauszugaten, wurde in diesem Dot Plot auf CD14-negative Zellen gegatet. 
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Die verbliebenen Zellen wurden anschließend erneut in einen FSC/SSC-Dot 

Plot übertragen und von restlichen Zelltrümmern mit Hilfe des Gates „lymphoid 

cells“ in Abb. 4.21c getrennt. Danach wurden diese Zellen der oben beschrie-

benen Lebend/Tot-Differenzierung unterzogen (Abb. 4.21d). Im nächsten Dot 

Plot erfolgte die Auftragung der verbliebenen vitalen Zellen gegen CD16 und 

CD56, um durch Gating auf doppelt-negative Zellen weitere Monozyten, Makro-

phagen und NK-Zellen auszuschließen (Abb. 4.21e). Bis zu diesem Schritt ging 

es insbesondere darum, vitale Lymphozyten herauszuselektionieren. Nun 

mussten diese Lymphozyten noch in B- und T-Lymphozyten getrennt werden. 

Dazu setzten wir die beiden letzten Kanäle des 10-Farben-Backbone ein und 

trennten durch Auswahl der CD19-positiven und gleichzeitig CD3-negativen 

Zellen B-Lymphozyten von T-Lymphozyten (Abb. 4.21f). Das Resultat dieser 

Gating-Strategie waren vorwiegend vitale Lymphozyten der B-Zell-Linie (Gate B 

lineage, Abb. 4.21f), die weitestgehend von Zelltrümmern, Monozyten und NK-

Zellen aufgereinigt wurden und nun für die eigentliche Analyse und Quantifizie-

rung relevant waren. Zur Kontrolle führten wir mit den gefundenen B-Zellen ein 

Backgating ins FSC/SSC-Fenster durch, bei dem sich eine gute unifokale Ver-

teilung des Zellclusters im charakteristischen Bereich von Lymphozyten zeigte 

(Abb. 4.21g). 

 



Ergebnisse 

109 

 
Abb. 4.21: Neue Gating-Strategie am LSR II am Beispiel einer B-ALL-MRD-Probe 
Zunächst wird auf die zeitliche Achse der Datenakquisition gegatet (nicht abgebildet) und das Ergebnis im 
FSC/SSC angezeigt (time window, Abb. 4.21a). Dort wird ein Gate um mononukleäre Zellen gelegt (mo-
nonuclear cells, Abb. 4.21a), deren typische Lage im FSC/SSC bekannt ist, Granulozyten werden hier 
bereits größtenteils aufgrund ihrer hohen Granularität (SSC-Streulicht) ausgenommen. Anzeigen dieser 
Zellen im nächsten Dot Plot (Abb. 4.21b) und Gating auf CD14-negative Zellen (CD14-), dadurch weitge-
hende Eliminierung von Monozyten. In Abb. 4.21c erfolgt die erneute FSC/SSC-Darstellung und Gating 
auf lymphoide Zellen, deren Lage im Scatter-Dot Plot charakteristisch ist. Darauf Anzeige der verbleiben-
den Zellen und Gating auf lebende Zellen (live cells) mithilfe der oben gezeigten Lebend/Tot-
Differenzierung (Abb. 4.21d). Die vitalen Zellen werden nachfolgend gegen CD16 und CD56 aufgetragen 
(Abb. 4.21e) um mittels des Gates CD16-/CD56- weitgehend NK-Zellen und Makrophagen auszunehmen. 
Die noch verbleibenden Zellen werden im CD3/CD19-Dot Plot (Abb. 4.21f) in B- und T-Zelllinie getrennt 
und die Zielzellen der B-ALL-Proben mit dem B-lineage Gate erfasst, abschließend Backgating zur Kon-
trolle der Lage der B-Zellen im FSC/SSC (Abb. 4.21g). 
 

Zur genaueren Bestimmung des Anteils der Zellen mit aberrantem oder unter- 

bzw. überexprimierten Immunphänotyps musste analog wie in Kap. 3.4.1.2 be-

schrieben eine Korrekturrechnung erfolgen. 

 

a b c 

d e f 

g 
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Korrektur-Faktor = 1
%parent (live cells) x %parent (lymphoid cells)

 

 

Dabei bedeutet „%parent (live cells)“ den prozentualen Anteil der vitalen Zellen 

unter den lymphoiden Zellen und „%parent (lymphoid cells)“ den prozentualen 

Anteil der lymphoiden Zellen unter den CD14-negativen, d.h. nicht monozytären 

Zellen, vergleiche oben gezeigte Gating-Strategie am LSR II (Abb. 4.21). Der 

Blastenanteil an der Gesamtzahl aller gemessenen Events wird auf diese Wei-

se an die Gesamtzahl gemessener Zellen angepasst (Ausschluss von „debris“ 

und Dubletten). Die Anwendung der korrigierten MRD-Berechnung wird im fol-

genden Kapitel 4.3 an Patientenproben veranschaulicht.  

 

4.2.4 Zusammenfassung des Kapitels 

Für den Transfer der MRD-Analyse auf das neu angeschaffte 14-Farben-

Durchflusszytometer LSR II war zunächst die technische Aufrüstung des Geräts 

um einen weiteren Laser und neue Detektoren erforderlich. Danach entwickel-

ten wir eine Lebend/Tot-Differenzierung mit Hilfe reaktiver Farbstoffe, um die 

MRD-Messungen auf die Analyse vitaler Zellen fokussieren zu können. Von den 

acht getesteten Dyes erzielten wir mit AlexaFluor350 die deutlichsten Ergebnis-

se. Darüberhinaus testen wir unterschiedliche Media zur Aufbewahrung der Zel-

len während den Färbeschritten, wobei sich bei proteinhaltigen Media wie 

PBSA, MACS-Puffer oder DMEM+ ein geringerer Zellverlust zeigte. Zur Etablie-

rung des neuen 10-Farben-Backbone-Panels, das in den nachfolgenden Mes-

sungen in fester Kombination eingesetzt werden sollte, titrierten wir insgesamt 

28 Antikörper und fanden eine geeignete Verteilung der Antikörper auf die ein-

zelnen Kanäle unter Freihaltung der technisch besten Kanäle für die individuel-

len MRD-Marker. Zuletzt optimierten wir die Gating-Strategien für eine qualitativ 

gründlichere MRD-Analyse von B-Zell-Leukämien durch den Einsatz von sechs 

Kanälen (zusätzlich zum FSC und SSC) für die Vorauswahl von Zellen der B-

Zell-Linie gegenüber lediglich einem Kanal (CD19-APC zusätzlich zum 

FSC/SSC) am bisherigen 4-Farben-Durchflusszytometer. 
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4.3 Einzelmessungen von B-ALLs im Vergleich 

Die Ergebnisse unserer Experimente zur Übertragung der am FACSCalibur 

etablierten Methode der Bestimmung der minimalen Resterkrankung auf das 

neue Durchflusszytometer LSR II sollen in diesem Kapitel unter Ausnutzung der 

neu entstandenen Möglichkeiten an zwei B-ALL-Patienten exemplarisch gezeigt 

werden. Nachdem das methodische Vorgehen sowie neue Gating-Strategien 

durch die intensiven Vorarbeiten definiert wurden, untersuchten wir für beide 

Patienten kryokonservierte KM-MNC vom Zeitpunkt der Erstdiagnose sowie 

jeweils zwei kryokonservierte MRD-Proben von unterschiedlichen Zeitpunkten. 

Mithilfe des neu etablierten Vorgehens konnten wir bei beiden Patienten die 

deutlichen Blastenpopulationen zum Zeitpunkt der Erstdiagnose identifizieren 

und geeignete MRD-Marker festlegen. Mittels dieser MRD-Marker war eine Be-

stimmung der minimalen Resterkrankung zu den je zwei Zeitpunkten der 

Follow-Up-Proben an sehr viel weniger Material möglich als bei vergleichbaren 

Messungen am FACSCalibur.  

 

4.3.1 Patientin 1 

4.3.1.1 Patientin 1: Klinische Situation 

Eine Patientin erkrankt im Alter von zwei Jahren an einer c-ALL (common ALL). 

Eine erste Therapie im Ausland zeigt nach acht Tagen einen deutlichen Rück-

gang der im peripheren Blut nachweisbaren Blasten (Prednison-Good-

Responder), allerdings sind im Knochenmark noch ausreichend Leukämiezellen 

für die Festlegung der MRD-Marker nachweisbar. Die Patientin wird in Tübin-

gen weiterbehandelt. Eine Meningeosis ist nicht beurteilbar, keine Gen-

Rearrangements, Standardrisikogruppe. Untersucht werden kryokonservierte 

KM-MNC der (anbehandelten) Erstdiagnose und von zwei nachfolgenden Punk-

tionen an Tag 15 und Tag 126 nach Ersterkrankung. 
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4.3.1.2 Patientin 1: Erstdiagnose 

Nach Auftauen (siehe Kap. 3.2.4) der Zellen und einem primären Gating auf 

Zellen der B-Zell-Linie wie oben erklärt (siehe Abb. 4.21), erfolgt die weitere 

Auswertung der Erstdiagnose. Aus Gründen der Übersicht wird das bereits be-

schriebene primäre Gating nicht mit abgebildet. Aus 5 x 106 kryokonservierten 

Zellen resultierten 1,7 x 106 Zellen für die Färbung der Erstdiagnose. Wir setz-

ten 0,2 x 106 Zellen in insgesamt 7 Tests für Leukämie-Marker ein. In der nach-

folgenden Abbildung werden exprimierte Marker bei der Patientin identifiziert, 

dazu werden die bei ED CD34-negativen und CD10-positiven Zellen (typische 

CD10-Überexpression bei c-ALLA, siehe Abb. 4.22a, Gate ED 34-/10+) in Dot 

Plots mit jeweils zwei möglichen CD-Markern übertragen (Abb. 4.22b-i); die Po-

sition der Zellpopulation mit Gates festgehalten (Abb. 4.22b-i, Gates ED P1-P8) 

und die exprimierten Marker notiert. 

Die erste Analyse der Erstdiagnose ergibt aufgrund des jeweiligen Signals als 

potentielle MRD-Marker: 

 

- CD66c (ED P1, s. Abb. 4.22b) 

- CD58 (ED P1, s. Abb. 4.22b), Überexpression 

- CD45 (ED P2, s. Abb. 4.22c), Unterexpression 

- CD38 (ED P3, s. Abb. 4.22d), Unterexpression 

- CD135 (ED P4, s. Abb. 4.22e) 
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Abb. 4.22: Erstdiagnose Patientin 1 – exprimierte Marker (1/2) 
Die zuvor im B-lineage-Gate ausgewählten Zellen (s. Abb. 4.21) werden im CD34/CD10-Dot Plot (a) an-
gezeigt. Es zeigt sich die für c-ALLA typische hohe Expression von CD10, weiterhin stellt sich die Blasten-
population CD34-negativ dar, es folgt also Gating auf CD34-/CD10+-Zellen (Abb. a, Gate ED 34-/10+). Die 
Zellen dieses Gates stellen potentielle Blasten dar und werden in allen folgenden Dot Plots (b-i) auf ihre 
Expression möglicher MRD-Marker überprüft. Dazu wird um jede Population ein Gate gelegt (ED P1 bis 
ED P8), das in der nächsten Abbildung mit physiologischem KM verglichen wird.  
 

Diese Marker werden nun auf ihre Eignung, die Leukämie zukünftig im Sinne 

der MRD-Bestimmung zu verfolgen, geprüft, indem diese ED-Gates in Dot Plots 

mit Datensätzen gesunder bzw. regenerierender KM-Proben kopiert werden, 

um in dieser Ansicht die Follow-Up-Marker festzulegen (Abb. 4.23). Tritt nur 

eine geringe Abweichung der ED-Gates gegenüber analog gefärbten Zellen von 

physiologischen KM-Proben auf, so eignet sich der jeweilige Marker nicht als 

MRD-Marker. Ist die Abweichung deutlich größer, so kommen diese Marker für 

b 

d 

c 

e f 

g h i 

a 
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die Nachverfolgung der Leukämie in Betracht. Für diese Patientin ergeben sich 

CD66c und CD135 als zukünftige MRD-Marker, da sich für diese Marker die 

größte Abweichung gegenüber den Kontrollen zeigten (Abb. 4.23b/e). Aller-

dings sind auch die beiden gewählten Marker CD66c und CD135 nicht in der 

Lage, eine komplette Auftrennung von physiologischen Populationen zu ermög-

lichen.  

 

 
Abb. 4.23: Erstdiagnose Patientin 1 – Abgleich mit physiologischem KM (2/2) 
Für die Entscheidung welche der oben positiv getesteten möglichen MRD-Marker ins Follow-Up aufge-
nommen werden erfolgt in dieser Abbildung zunächst ein primäres Gating auf B-lineage Zellen physiologi-
scher KM Proben (s. Abb. 4.21) und im B-lineage Dot Plot die Auswahl CD34-/CD10+-Zellen (a, Gate 
RC34-/10+). Diese physiologischen Zellen werden zusammen mit den Gates der in der ED positiven Mar-
ker in zur ED analogen Dot Plots dargestellt (b-e). Für drei der fünf potentiellen Marker zeigt sich eine 
große Überlappung mit physiologischem KM, sie sind als Leukämie-Marker untauglich (CD58, CD45 und 
CD38). CD 66c (b/e) und CD135 (e) dagegen zeigen sich in der ED deutlich stärker exprimiert als bei 
physiologischem KM, sie werden als MRD-Follow-Up-Marker festgelegt.  
 

4.3.1.3 Patientin 1: MRD Tag 15 

Aus insgesamt 8,6 x 106 kryokonservierten Zellen von Tag 15 resultierte eine 

Zellzahl von 2,21 x 106 Zellen. Wir färbten diese Probe mit den für die Patientin 

bei der Erstdiagnose festgelegten MRD-Markern CD66c und CD135. Nach be-

a b c 

d e 
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kanntem Gating auf B-lineage-Zellen (s. Abb. 4.21) folgt die weitere Auswer-

tung.  

Dazu werden die Zellen gegen CD34 und CD10 aufgetragen. In diesem Dot 

Plot wird auf die CD34-/CD10+-Zellen gegatet (Abb. 4.24a), da die Blasten zum 

Zeitpunkt der ED diese Expression zeigten (s. Abb. 4.22), und die verbliebenen 

Zellen, d.h. potentielle Blasten, in Abb. 4.24b gegenüber den gefundenen MRD-

Markern CD66c und CD135 aufgetragen. Als Kontrolle werden Zellen von rege-

neratorischen KM-Proben denselben Färbungen und Gating-Strategien unter-

zogen, das Ergebnis dieser Kontrolle zeigt Abb. 4.24c. Um die potentiellen 

Blasten in Abb. 4.24b nun der leukämischen Blastenpopulation oder aber phy-

siologischen Zellen zuzuordnen, wurde in Abb. 4.24c ein Gate um die physiolo-

gischen Zellen gelegt (RC 66c/135 (CD34-)) und in die Auswertung der Patien-

tenprobe übertragen (Abb. 4.24b). Es zeigte sich, dass viele potentielle Blasten 

in dem Gate der regeneratorischen Kontrolle zu liegen kommen, die darüber-

hinausgehenden Zellen werden schließlich mit dem Gate MRD 66c/135 (34-) in 

Abb. 4.24b erfasst und nachfolgend in der Populations-Statistik quantifiziert. 

Zur Kontrolle wird ein Backgating der gefundenen CD10-positiven Zellen in den 

AF350-Dot Plot (Vitalitätskontrolle, Abb. 4.24d), sowie ein Backgating der Blas-

ten in ein FSC/SSC-Dot Plot (Position im Lymphozytengate, Abb. 4.24e) durch-

geführt. 
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Abb. 4.24: Erste MRD-Kontrolle Patientin 1 (1/2) 
Die zuvor im B-lineage-Gate ausgewählten Zellen (s. Abb. 4.21) werden im CD34/CD10-Dot Plot (a) ana-
lysiert. Es zeigen sich immer noch CD34-/CD10+-Zellen wie bei der ED, auf die mit dem Gate MRD 34-
/10+ gegatet wird (a). Es folgt die Darstellung dieser Zellen in einem gemeinsamen Dot Plot für die festge-
legten MRD-Marker CD66c und CD135 (b). Rechts werden analog dazu CD34-/10+-Zellen aus physiologi-
schen KM-Proben dargestellt und mit dem Gate RC 66c/135 (34-) der Bereich definiert, in dem sich ge-
sunde bzw. regenerierende KM-Zellen in einem MRD-analogen CD66c/CD135-Dot Plot befinden (c). Die-
ses Gate wird in Abbildung (b) kopiert und mit dem Gate MRD 66c/135 (34-) die eigentlichen verbleiben-
den Blasten erfasst. Zur Kontrolle Backgating der CD10+-Zellen in den AF350 Dot Plot (d) und FSC/SSC-
Backgating (e) der identifizierten Blasten. 
 

 
Abb. 4.25: Erste MRD-Kontrolle Patientin 1 (2/2) 
Darstellung der Populations-Hierarchie mit absoluten Zahlen und relativen Anteilen der jeweiligen Subpo-
pulationen 
 

b c a 

d e 
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Für die Auswertung (vgl. Abb. 4.25 und Korrekturrechnung wie in Kap. 4.2.3 

beschrieben) ergab sich ein Anteil von CD66c/CD135-positiven Blasten an der 

Gesamtzahl der lymphoiden Zellen von: 

 

1
0,947 (%p. live cells) x 0,802 (%p. lymphoid cells)

× 167 (MRD 66c/135 (34‐))
156505 (time window)

 × 100  

= 0,14 % 

 

Die Messung dieser MRD erfolgte am Tag des Probeneingangs auch am 

FACSCalibur mit frischen Zellen. In die Auswertung ging wegen geringer Zell-

zahl und Nichtverfügbarkeit von CD135 lediglich CD66c als MRD-Marker ein. 

Für CD66c ergab sich an diesem Gerät ein leicht erhöhter Blastenanteil von 

0,17 %, was möglicherweise durch Mitkalkulation von „debris“, Dubletten, toten 

Zellen oder falsch-positiven Zellen bedingt sein kann. 

 

4.3.1.4 Patientin 1: MRD Woche 12 

Für die zweite MRD-Messung dieser Patientin in Woche 12 (Beginn Proto-

koll M) resultierte eine Zellzahl von 1,72 x 106 Zellen aus ursprünglich 

17,2 x 106 kryokonservierten Zellen. In diesem Fall profitierten wir bereits von 

der neuen Möglichkeit am LSR II mehrere statt wie beim FACSCalibur nur ein-

zelne MRD-Marker im selben Teströhrchen untersuchen zu können. So färbten 

wir diese Probe mit den für die Patientin festgelegten MRD-Markern CD66c und 

CD135 analog zur ersten MRD-Probe (s. Kap. 4.3.1.3). 
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Abb. 4.26: Zweite MRD-Kontrolle Patientin 1 (1/3) 
Die zuvor im B-lineage-Gate ausgewählten Zellen (s. Abb. 4.21) werden im CD34/CD10-Dot Plot (a) ana-
lysiert. Es zeigen sich neben noch CD34-/CD10+-Zellen wie bei der ED, auf die mit dem Gate MRD 34-
/10+ gegatet wird, noch CD34+/CD10+-Zellen, deren Auswertung in der folgenden Abb. 4.27 fortgeführt 
wird. Es folgt die Darstellung der Zellen im Gate „MRD 34-/10+“ in einem gemeinsamen Dot Plot für die 
festgelegten MRD-Marker CD66c und CD135 (b). Rechts werden analog dazu CD34-/CD10+-Zellen aus 
physiologischen KM-Proben dargestellt und mit dem Gate RC 66c/135 (34-) der Bereich definiert, in dem 
sich gesunde bzw. regenerierende KM-Zellen in einem MRD-analogen CD66c/CD135-Dot Plot befinden 
(c). Dieses Gate wird in Abbildung (b) kopiert und mit dem Gate MRD 66c/135 (34-) die eigentlichen ver-
bleibenden Blasten erfasst. Zur Kontrolle Backgating der CD10+-Zellen in den AF350 Dot Plot (d) und 
FSC/SSC-Backgating (e) der identifizierten Blasten. 
 

Wie auch bei der ersten MRD-Probe dieser Patientin stellte sich hier der Haupt-

teil der potentiellen Blasten auf den ersten Blick im Bereich der regeneratori-

schen Kontrolle dar (s. Abb. 4.26b). Bei dieser Probe zeigten sich nach primä-

rem B-lineage-Gating neben den CD34-negativen potentiellen Blasten nun auch 

CD34-positive Zellen, die näher untersucht werden mussten. Analog zur Aus-

wertung der CD34-/CD10+-Zellen bedeutete dies wiederum die Durchführung 

derselben Färbungen und Gating-Strategien für Kontroll-KM bis zu diesem 

Schritt. Das Ergebnis für CD10+/CD34+-doppelpositive Zellen aus physiologi-

schen KM zeigt Abb. 4.27c. Diese Position dieser Zellen wurde mit dem Gate 

RC 66c/135 (34+) definiert und in Abb. 4.27b übertragen. Dies ermöglichte 

auch für diesen Zweig der Auswertung die Abgrenzung von leukämischen Blas-

ten von regeneratorischen KM-Zellen. Für die abschließende Blastenquantifizie-

a b c 

e d 
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rung mussten die gefundenen Blasten aus beiden Zweigen der Auswertungen, 

d.h. CD10+/CD34- und CD10+/CD34+ addiert werden. 

 

 
Abb. 4.27: Zweite MRD-Kontrolle Patientin 1 (2/3) 
Neben den in der vorigen Abbildung analysierten CD34-/CD10+-Zellen wird im Dot Plot (a) nun auf die neu 
aufgetauchten CD34+/CD10+-Zellen gegatet (Gate MRD 34+/10+). Als Kontrolle werden in Abbildung (c) 
CD34+/CD10+-Zellen nach vorigem Gating auf B-lineage-Zellen (s. Abb. 4.21) von physiologischen KM-
Proben in einem zur MRD-Situation-analogen CD66c/CD135-Dot Plot aufgetragen und mit dem Gate RC 
66c/135 (34+) markiert. Dieses Gate wird in Abbildung (b) kopiert, wo die CD34+/CD10+-Zellen der MRD-
Probe angezeigt werden. Es wird deutlich, dass sich diese Zellen fast vollständig im Gate der physiologi-
schen Kontrollen befinden. Somit ist davon auszugehen, dass es sich bei diesen Zellen nicht um leukämi-
sche Blasten sondern vielmehr um regenerierende KM-Zellen der Patientin handelt. Zur Kontrolle Backga-
ting der CD10+-Zellen in den AF350 Dot Plot (d) und FSC/SSC-Backgating (e) der identifizierten Blasten. 
 

a b c 

d e 
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Abb. 4.28: Zweite MRD-Kontrolle Patientin 1 (3/3) 
Darstellung der Populations-Hierarchie mit absoluten Zahlen und relativen Anteilen der jeweiligen Subpo-
pulationen 
 

Für die Auswertung (vgl. Abb. 4.28 und Korrekturrechnung wie in Kap. 4.2.3 

beschrieben) ergab sich ein Anteil von CD66c/CD135-positiven Blasten an der 

Gesamtzahl der lymphoiden Zellen von: 

 

1
0,59 (%p. live cells) x 0,571 (%p. lymphoid cells)

× 85 (MRD 66c/135 (34‐)) + 3 (MRD 66c/135 (34+))
118739 (time window)

 × 100 

= 0,22 % 

 

Die Messung dieser MRD erfolgte am Tag des Probeneingangs auch am 

FACSCalibur mit frischen Zellen. In die Auswertung ging wegen geringer Zell-

zahl und Nichtverfügbarkeit von CD135 lediglich CD66c als MRD-Marker ein. 

Für CD66c ergab sich an diesem Gerät ein leicht niedrigerer Blastenanteil von 

0,13 %, möglicherweise bedingt durch eine erhöhte Zahl falsch CD66c-positiver 

Zellen oder eines gegenteiligen Effekts durch die Kryokonservation der am 

LSR II gemessenen Probe.   
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4.3.2 Patient 2 

4.3.2.1 Klinische Situation 

Ein Patient erkrankt im Alter von 14 Jahren an einer c-ALL (common ALL). Kei-

ne Meningeosis, keine Gen-Rearrangements, Prednison-Good-Responder. 

Nach zunächst gutem Therapieansprechen erleidet der Patient im Alter von 17 

Jahren ein akutes Rezidiv. Untersucht werden kryokonservierte KM-MNC der 

Erstdiagnose des akuten Rezidivs und von zwei nachfolgenden Punktionen an 

Tag 19 und Tag 106 nach Erkrankung am Rezidiv.  

 

4.3.2.2 Patient 2: Erstdiagnose 

Aus 20 x 106 kryokonservierten Zellen resultierten 7,31 x 106 Zellen für die Fär-

bung der Erstdiagnose (akutes Rezidiv). Wir setzten 0,5 x 106 Zellen in insge-

samt 5 Tests für Leukämie-Marker ein. Nach Auftauen (siehe Kap. 3.2.4) der 

Zellen und einem primären Gating auf Zellen der B-Zell-Linie wie oben erklärt 

(siehe Abb. 4.21) erfolgte die weitere Auswertung der Erstdiagnose analog wie 

für Patientin 1 beschrieben. Aus Gründen der Übersicht wird das primäre Ga-

ting nicht mit abgebildet. In der nachfolgenden Abbildung werden exprimierte 

Marker beim Patient identifiziert, dazu werden die bei ED CD34-positiven und 

CD10-positiven Zellen (typische CD10-Überexpression bei c-ALLA, siehe Abb. 

4.29a, Gate ED 34+/10+) in Dot Plots mit jeweils zwei möglichen CD-Markern 

übertragen (Abb. 4.29b-i), die Position der Zellpopulation mit Gates festgehalten 

(Abb. 4.29b-i, Gates ED P1-P8) und die exprimierten Marker notiert. 

Die erste Analyse der Erstdiagnose ergibt aufgrund des jeweiligen Signals als 

potentielle MRD-Marker: 

 

- CD66c (ED P1, s. Abb. 4.29b) 

- CD58 (ED P1, s. Abb. 4.29b), Überexpression 

- CD45 (ED P2, s. Abb. 4.29c), Unterexpression 

- CD123 (ED P2, s. Abb. 4.29c) 

- CD38 (ED P3, s. Abb. 4.29d), Unterexpression 

- CD135 (ED P7, s. Abb. 4.29h) 
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Abb. 4.29: Erstdiagnose Patient 2 – exprimierte Marker (1/2) 
Die zuvor im B-lineage-Gate ausgewählten Zellen (s. Abb. 4.21) werden im CD34/CD10-Dot Plot (a) an-
gezeigt. Es zeigt sich die für c-ALL typische hohe Expression von CD10, weiterhin stellt sich die Blasten-
population CD34-positiv dar, es folgt also Gating auf CD34+/CD10+-Zellen (Abb. a, Gate ED 34+/10+). Die 
Zellen dieses Gates stellen potentielle Blasten dar und werden in allen folgenden Dot Plots (b-i) auf ihre 
Expression möglicher MRD-Marker überprüft. Dazu wird um jede Population ein Gate gelegt (ED P1 bis 
ED P8), das in der nächsten Abbildung mit physiologischem KM verglichen wird.  
 

Diese Marker werden nun auf ihre Eignung, die Leukämie zukünftig im Sinne 

der MRD-Bestimmung zu verfolgen geprüft, indem diese ED-Gates in Dot Plots 

mit Datensätzen der gesunden bzw. regenerierenden KM-Proben kopiert wer-

den, um in dieser Ansicht die Follow-Up-Marker festzulegen (s. Abb. 4.30). Tritt 

nur eine geringe Abweichung der ED-Gates gegenüber analog gefärbten Zellen 

von physiologischen KM-Proben auf, so eignet sich der jeweilige Marker nicht 

als MRD-Marker. Ist die Abweichung deutlich größer, so kommen diese Marker 

a b c 

d e f 

g h i 
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für die Nachverfolgung der Leukämie in Betracht. Für diesen Patient ergeben 

sich CD66c und CD123 als zukünftige MRD-Marker, da sich für diese Marker 

die größte Abweichung gegenüber den Kontrollen zeigten (Abb. 4.30b/c/e). In 

der Abbildung wurde wie zuvor beschrieben primär auf B-Zellen der physiologi-

schen KM-Probe gegatet (s. Abb. 4.21). 

 

 
Abb. 4.30: Erstdiagnose Patient 2 – Abgleich mit physiologischem KM (2/2) 
Für die Entscheidung welche der oben positiv getesteten möglichen MRD-Marker ins Follow-Up aufge-
nommen werden erfolgt in dieser Abbildung zunächst ein primäres Gating auf B-lineage-Zellen physiologi-
scher KM-Proben (s. Abb. 4.21) und im B-lineage-Dot Plot die Auswahl CD34+/CD10+-Zellen (a, Gate RC 
34+/10+). Diese physiologischen Zellen werden zusammen mit den Gates der in der ED positiven Marker 
in zur ED analogen Dot Plots dargestellt (b-e). Für vier der sechs potentiellen Marker zeigt sich eine große 
Überlappung mit physiologischem KM, sie sind als Leukämie-Marker untauglich. CD66c (b/e) und CD123 
(c) dagegen zeigen sich in der ED deutlich stärker exprimiert als bei physiologischem KM, sie werden als 
MRD-Follow-Up-Marker festgelegt.  
 

4.3.2.3 Patient 2: MRD Tag 19 

Aus insgesamt 20 x 106 kryokonservierten Zellen von Tag 19 resultierte eine 

Zellzahl von 7,27 x 106 Zellen. Wir färbten diese Probe mit den für den Patien-

ten bei der Erstdiagnose (akutes Rezidiv) festgelegten MRD-Markern CD66c 

und CD123. Nach oben beschriebenem Gating auf B-lineage-Zellen (s. Abb. 

4.21) folgt die weitere Auswertung analog zu Patientin 1. Dazu werden die Zel-

a b c 

d e 
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len gegen CD34 und CD10 aufgetragen. In diesem Dot Plot wird nun zunächst 

auf die CD34-/CD10+-Zellen gegatet (Abb. 4.31a, Gate MRD34-/10+) und die 

verbliebenen Zellen, d.h. potentielle Blasten, in Abb. 4.31b gegenüber den ge-

fundenen MRD-Markern CD66c und CD123 aufgetragen. Als Kontrolle werden 

Zellen von regeneratorischen KM-Proben denselben Färbungen und Gating-

Strategien unterzogen, das Ergebnis dieser Kontrolle zeigt Abb. 4.31c. Um die 

potentiellen Blasten in Abb. 4.31b nun der leukämischen Blastenpopulation o-

der aber physiologischen Zellen zuzuordnen, wurde in Abb. 4.31c ein Gate um 

die physiologischen Zellen gelegt (RC 66c/123 (CD34-)) und in die Auswertung 

der Patientenprobe übertragen (Abb. 4.31b). Es zeigte sich, dass viele potenti-

elle Blasten in dem Gate der regeneratorischen Kontrolle zu liegen kommen, 

die darüberhinausgehenden Zellen werden schließlich mit dem Gate MRD 

66c/123 (34-) in Abb. 4.31b erfasst und anschließend in der Populations-

Statistik quantifiziert. Im nächsten Schritt wurden analog zur Auswertung der 

CD34-/CD10+-Zellen nun die CD34+/CD10+-Zellen analysiert (Abb. 4.32a, Gate 

MRD 34+/10+). Dies bedeutete wiederum die Durchführung derselben Färbun-

gen und Gating-Strategien für Kontroll-KM bis zu diesem Schritt. Das Ergebnis 

für CD10+/CD34+-doppelpositive Zellen aus physiologischen KM zeigt Abb. 

4.32c. Die Position dieser Zellen wurde mit dem Gate RC 66c/123 (34+) defi-

niert und in Abb. 4.32b übertragen. Dies ermöglichte auch für diesen Zweig der 

Auswertung die Abgrenzung von leukämischen Blasten von regeneratorischen 

KM-Zellen. Für die abschließende Blastenquantifizierung mussten die gefunde-

nen Blasten aus beiden Zweigen der Auswertungen, d.h. CD10+/CD34- und 

CD10+/CD34+ in der Populations-Statistik addiert werden. Zur Kontrolle wird 

jeweils ein Backgating der gefundenen CD10-positiven Zellen in den AF350-Dot 

Plot (Vitalitätskontrolle, Abb. 4.31d bzw. Abb. 4.32d) sowie ein Backgating der 

Blasten in ein FSC/SSC-Dot Plot (Position im Lymphozytengate, Abb. 4.31e 

und Abb. 4.32e) durchgeführt. 
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Abb. 4.31: Erste MRD-Kontrolle Patient 2 (1/3) 
Die zuvor im B-lineage-Gate ausgewählten Zellen (s. Abb. 4.21) werden im CD34/CD10-Dot Plot (a) ana-
lysiert. Es zeigen sich neben CD34-/CD10+-Zellen, auf die mit dem Gate MRD 34-/10+ gegatet wird auch 
CD34+/CD10+-Zellen, deren Auswertung in der folgenden Abb. 4.32 fortgeführt wird. Es folgt die Darstel-
lung dieser Zellen in einem gemeinsamen Dot Plot für die festgelegten MRD-Marker CD66c und CD123 
(b). Analog dazu werden CD34-/CD10+-Zellen aus physiologischen KM-Proben dargestellt (c) und mit dem 
Gate RC 66c/123 (34-) der Bereich definiert, in dem sich gesunde bzw. regenerierende KM-Zellen in ei-
nem MRD-analogen CD66c/CD123-Dot Plot befinden. Dieses Gate wird in Abbildung (b) kopiert und mit 
dem Gate MRD 66c/123 (34-) die eigentlichen verbleibenden Blasten erfasst. Zur Kontrolle Backgating der 
CD10+-Zellen in den AF350-Dot Plot (d) und FSC/SSC-Backgating (e) der identifizierten Blasten. 
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Abb. 4.32: Erste MRD-Kontrolle Patient 2 (2/3) 
Neben den in der vorigen Abbildung analysierten CD34-/CD10+-Zellen wird im Dot Plot (a) nun auf die 
CD34+/CD10+-Zellen gegatet (Gate MRD 34+/10+). Als Kontrolle werden in Abb. (c) CD34+/CD10+-Zellen 
nach vorigem Gating auf B-lineage-Zellen (s. Abb. 4.21) von physiologischen KM-Proben in einem zur 
MRD-Situation analogen CD66c/CD123-Dot Plot aufgetragen und mit dem Gate RC 66c/123 (34+) mar-
kiert. Dieses Gate wird in Abbildung (b) kopiert, wo die CD34+/CD10+-Zellen der MRD-Probe angezeigt 
werden. Es wird deutlich, dass die CD34+/CD10+-Zellen des Patienten zu großen Teilen außerhalb der 
Region physiologischer Zellen liegen. Zur Kontrolle Backgating der CD10+-Zellen in den AF350-Dot Plot 
(d) und FSC/SSC-Backgating (e) der identifizierten Blasten. 
 

 
Abb. 4.33: Erste MRD-Kontrolle Patient 2 (3/3) 
Darstellung der Populations-Hierarchie mit absoluten Zahlen und relativen Anteilen der jeweiligen Subpo-
pulationen 

a b c 
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Für die Auswertung (vgl. Abb. 4.33 und Korrekturrechnung wie in Kap. 4.2.3 

beschrieben) ergab sich ein Anteil von CD66c/CD123-positiven Blasten an der 

Gesamtzahl der lymphoiden Zellen von: 

 

1
0,966 (%p. live cells) x 0,63 (%p. lymphoid cells)

× 58 (MRD 66c/123 (34‐)) +784 (MRD 66c/123 (34+))
617736 (time window)

 × 100

= 0,22 % 

 

Die Messung dieser MRD erfolgte am Tag des Probeneingangs am 

FACSCalibur mit frischen Zellen. In die Auswertung ging jedoch lediglich CD66c 

als MRD-Marker ein, da CD123 nicht verfügbar war. Für CD66c ergab sich an 

diesem Gerät ein Blastenanteil von 0,232 %.  

 

4.3.2.4 Patient 2: MRD Tag 106 

Für die zweite MRD-Messung dieses Patienten an Tag 106 resultierte eine Zell-

zahl von 2,13 x 106 Zellen aus ursprünglich 8,2 x 106 kryokonservierten Zellen. 

Wir färbten diese Probe mit den für den Patienten festgelegten MRD-Markern 

CD66c und CD123 analog zur ersten MRD-Probe (s. Kap.4.3.2.3). Das Ergeb-

nis zeigt deutlich, dass sich nach dem primären Gating auf B-lineage-Zellen 

praktisch keine potentiellen Blasten mehr nachweisen lassen. Nachfolgend ab-

gebildet sind die Auswertungen der CD34-/CD10+-Zellen (null, s. Abb. 4.34b) 

und CD34+/CD10+-Zellen (vier, s. Abb. 4.35b) und die Blastenquantifizierung 

(Abb. 4.36). 
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Abb. 4.34: Zweite MRD-Kontrolle Patient 2 (1/3) 
Die zuvor im B-lineage-Gate ausgewählten Zellen (s. Abb. 4.21) werden im CD34/CD10-Dot Plot (Abb. a, 
veränderte Kontur-Plot-Darstellung aufgrund niedriger Zellzahl technisch bedingt) analysiert. Es zeigen 
sich neben einem einzelnen CD34-/CD10+-Dot, auf den mit dem Gate MRD 34-/10+ gegatet wird auch nur 
sehr wenige CD34+/CD10+-Zellen, deren Auswertung in der folgenden Abb. 4.35 fortgeführt wird. Es folgt 
die Darstellung dieser Zellen in einem gemeinsamen Dot Plot für die festgelegten MRD-Marker CD66c und 
CD123 (b). Analog dazu werden CD34-/CD10+-Zellen aus physiologischen KM-Proben dargestellt und mit 
dem Gate RC 66c/123 (34-) der Bereich definiert, in dem sich gesunde bzw. regenerierende KM-Zellen in 
einem MRD-analogen CD66c/CD123-Dot Plot befinden (c). Dieses Gate wird in Abbildung (b) kopiert und 
mit dem Gate MRD 66c/123 (34-) die eigentlichen verbleibenden Blasten erfasst (b, 1 Dot). Zur Kontrolle 
Backgating der CD10+-Zellen in den AF350-Dot Plot (d, 1 Dot) und FSC/SSC-Backgating (e) der identifi-
zierten Blasten (1 Dot). 
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Abb. 4.35: Zweite MRD-Kontrolle Patient 2 (2/3) 
Analyse der CD34+/CD10+-Zellen (7 Dots, Gate MRD 34+/10+) im Dot Plot (Abb. a, veränderte Kontur-
Plot-Darstellung technisch bedingt). Als Kontrolle werden CD34+/CD10+-Zellen nach vorigem Gating auf B-
lineage-Zellen (s. Abb. 4.21) von physiologischen KM-Proben in einem zur MRD-Situation analogen 
CD66c/CD123-Dot Plot aufgetragen und mit dem Gate RC 66c/123 (34+) markiert (c). Dieses Gate wird in 
Abbildung (b) kopiert, wo die CD34+/CD10+-Zellen der MRD-Probe angezeigt werden. Es wird deutlich, 
dass die vielen CD34+/CD10+-Zellen der ersten MRD-Probe, die größtenteils außerhalb der Region phy-
siologischer Zellen lagen, fast vollständig fehlen. Zur Kontrolle Backgating der CD10+-Zellen in den 
AF350-Dot Plot (d, 7 Dots) und FSC/SSC-Backgating (e) der identifizierten Blasten (1 Dot). 
 

 
Abb. 4.36: Zweite-MRD Kontrolle Patient 2 (3/3) 
Darstellung der Populations-Hierarchie mit absoluten Zahlen und relativen Anteilen der jeweiligen Subpo-
pulationen 
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Für die Auswertung (vgl. Abb. 4.36 und Korrekturrechnung wie in Kap. 4.2.3 

beschrieben) ergab sich ein Anteil von CD66c/CD123-positiven Blasten an der 

Gesamtzahl der lymphoiden Zellen von: 

 

1
0,964 (%p. live cells) x 0,529 (%p. lymphoid cells)

× 1 (MRD 66c/123 (34‐)) + 1 (MRD 66c/123 (34+))
192079 (time window)

 × 100 

= 0,002 % 

 

Dies liegt unter der für die MRD-Bestimmung per Durchflusszytometrie ange-

nommenen Nachweisgrenze von 1 in 10.000 Zellen (0,01 %). Die Messung die-

ser MRD erfolgte am Tag des Probeneingangs am FACSCalibur mit frischen 

Zellen. In die Auswertung ging jedoch lediglich CD66c als MRD-Marker ein, da 

CD123 nicht verfügbar war. Für CD66c ergab sich an diesem Gerät ein Blas-

tenanteil von < 0,01 % (unter der Nachweisgrenze). 

 

4.3.3 Zusammenfassung des Kapitels 

Die dargestellten Fälle zeigen exemplarisch die praktische Anwendung der op-

timierten MRD-Diagnostik durch multicolor-FACS-Analysen auf Patientenpro-

ben. Bei beiden beschriebenen Patienten konnten jeweils zum Zeitpunkt der 

Erstdiagnose geeignete Marker identifiziert werden, um die MRD-Last im Ver-

lauf von jeweils zwei Kontrollmessungen zu verfolgen. Durch die nun 4 verfüg-

baren Farben für Leukämie-Marker pro Röhrchen, statt bisher lediglich einer 

(neben dem jeweiligem Backbone), wurde eine MRD-Diagnostik mit exponenti-

ellem Informationszuwachs bei gleichzeitig geringerem Materialbedarf aufgrund 

der Messung aller Parameter in nur einem Test-Tube ermöglicht. Dabei verblei-

ben noch immer zwei weitere freie Kanäle für zusätzliche MRD-Marker, sofern 

sich für Patienten bei der Erstdiagnose weitere aberrante Immunphänotypen 

identifizieren lassen. 
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4.4 Zusammenfassung der Ergebnisse 

Die dargestellten Ergebnisse sollen bezugnehmend auf die einleitend erklärte 

Gliederung an dieser Stelle zusammengefasst werden (siehe auch Zusammen-

fassungen der Unterkapitel). 

 

Für die Optimierung der MRD-Analyse am LSR II Durchflusszytometer unter-

suchten wir zunächst Proben von gesunden Probanden hinsichtlich ihrer Ex-

pression von MRD-relevanten Markerkombinationen, um diese physiologischen 

Zellpopulationen später von aberranten Immunphänotypen, wie sie bei leukämi-

schen Blasten gefunden werden, abgrenzen zu können. 

Um die jeweils identifizierten Blastenpopulationen genauer quantifizieren zu 

können, entwickelten wir einen neuen Auswertungsalgorithmus, durch den wir 

eine höhere Aufreinigung und somit eine Differenzierung von potentiellen Blas-

ten von beispielsweise Zell-Dubletten oder toten Zellen erreichen konnten. Bei 

Patienten, für die innerhalb des untersuchten Antikörper-Panels kein geeigneter 

CD-Antikörper zur Verfügung stand, prüften wir erfolgreich das Prinzip der 

MRD-Bestimmung durch HLA-Antigene, um auch in diesen Fällen die MRD ver-

folgen zu können.  

 

Den Schwerpunkt der Arbeit stellte der Transfer der MRD-Analysen vom 4-

color-Durchflusszytometer FACSCalibur auf das multicolor-Durchflusszytometer 

LSR II dar. Dies bedeutete zunächst die technische Aufrüstung des Geräts, um 

die geplanten Analysen durchführen zu können. Um die MRD-Messungen auf 

die Analyse vitaler Zellen fokussieren zu können, entwickelten wir mittels des 

reaktiven Farbstoffs AlexaFluor350 eine Lebend/Tot-Differenzierung, die routi-

nemäßig bei den MRD-Messungen eingesetzt werden sollte. Bedingt durch die 

zeitaufwändigen Färbeschritte stellten wir bisweilen relativ hohe Zellverluste bei 

unseren Experimenten fest, weshalb wir unterschiedliche Media zur Aufbewah-

rung der Zellen auf ihre Eignung prüften. Es zeigte sich bei proteinhaltigen Me-

dia wie PBSA, MACS-Puffer oder DMEM+ ein geringerer Zellverlust.  

Durch Titration verschiedener Antikörper fanden wir eine feste Kombination für 

das neue 10-Farben-Backbone-Panel und eine geeignete Verteilung der Anti-
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körper auf die einzelnen Kanäle unter Freihaltung der technisch besten Kanäle 

für die individuellen MRD-Marker. Nach der Einführung neuer Gating-Strategien 

für eine qualitativ gründlichere multicolor-MRD-Analyse sollten die Ergebnisse 

an zwei klinischen Fällen demonstriert werden.  

 

Mit der neuen Methode gelingt es, bei den demonstrierten Patienten zum Zeit-

punkt der Erstdiagnose geeignete Marker zu identifizieren, um die MRD im Ver-

lauf der Erkrankung nachzuverfolgen. Die berechneten Werte der MRD-Last 

liegen mit der neuen Methode sehr nahe an den am etablierten Durchflusszy-

tometer bestimmten Werten. Durch die multicolor-MRD-Diagnostik konnte ein 

exponentieller Informationszuwachs bei gleichzeitig geringerem Materialbedarf 

erreicht werden, wobei durch verbleibende freie Kanäle und zukünftigen Einbau 

weiterer Detektoren noch nicht alle Möglichkeiten ausgeschöpft sind. 
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5 Diskussion 

5.1 Diskussion der Ergebnisse 

5.1.1 Optimierung der MRD Messung am FACSCalibur 

Die Anwendung der MRD-analytischen Messungen sind in mehreren wissen-

schaftlichen Arbeiten für Durchflusszytometer mit bis zu 4 Farben (wie in unse-

rem Fall dem BD FACSCalibur) bereits sehr genau vorbeschrieben.25,26 Bei un-

seren Experimenten an diesem Gerät wurde nach bekannten und in unserem 

Labor seit Jahren etablierten Arbeitsanleitungen und Protokollen vorgegangen. 

Bei neuen Versuchen oder neuen Reagenzien richteten wir uns nach den An-

gaben der jeweiligen Hersteller.  

Die Anfänge der groß angelegten Forschung durchflusszytometrischer MRD-

Analysen zu Beginn der 90er Jahre waren durch die begrenzte Verfügbarkeit 

von Antikörpern gegen Oberflächenantigene noch recht limitiert, besonders 

auch dadurch, dass der Nachweis vieler dieser Marker schon in den 80er Jah-

ren auch für normale Zellen erbracht werden konnte, wie zum Beispiel TdT oder 

CD10, die auf normalen B-Vorläuferzellen wie auch auf vielen leukämischen 

Lymphoblasten des Knochenmarks exprimiert sind.16,17,58-60 Es wurde deutlich, 

dass diese und andere Marker nicht allein dazu benutzt werden konnten, um 

leukämische Zellen sicher zu identifizieren und zu quantifizieren. Derzeitige 

immunologische Ansätze zur Bestimmung der MRD bauen insbesondere auf 

Kombinationen von Oberflächenantigenen und anderen Markern auf, die im 

peripheren Blut oder Knochenmark normalerweise nicht beobachtet werden.28 

Durch Einsatz von Durchflusszytometern mit bis zu 4 Farben können heute 

mehrere verschiedene Marker und Markerkombinationen simultan untersucht 

werden; noch vor wenigen Jahrzehnten erfolgte dies lediglich für maximal zwei 

Farben durch Fluoreszenzmikroskopie und die Auszählung der Zellen war müh-

sam und zeitaufwändig.18,112 Wie bereits oben beschrieben lassen sich mithilfe 

der Multicolor-DC neben der Expression von Markern gleichzeitig auch Bilder 

über Vitalität und Zellmorphologie gewinnen. Zusätzlich können durch die Com-

puter-unterstütze Auswertung und Zählung große Zellzahlen in kurzer Zeit un-
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tersucht und durch nachfolgendes Sorten oder anschließende FISH weiter ana-

lysiert werden.25  

In unserem Labor stand uns ein mit zwei Lasern ausgerüstetes FACSCalibur 

zur Verfügung, was die gleichzeitige Messung von vier Farben ermöglichte. Um 

die MRD eines Patienten im Verlauf untersuchen zu können, musste zunächst 

ein Panel exprimierter Marker definiert werden und ferner eine Expression die-

ser Marker auf Zellen von gesundem, regenerierendem Knochenmark zur Kon-

trolle bekannt sein. Wir setzten dies nach etablierten Protokollen26 wie im Me-

thodenteil ausführlich beschrieben für die zur Verfügung stehenden Antikörper 

um. Das Erreichen der oben diskutierten Sensitivität der DC von 1 in 10.000 

Zellen erforderte wie von Campana et al. beschrieben die Messung möglichst 

hoher Zellzahlen (im Idealfall von mindestens 107 Zellen) und die Durchführung 

strenger Reinigungsvorgänge des Fluidiksystems. Beides setzten wir wie im 

Methodenteil beschrieben durch stetes Leermessen der Test-Tubes, regelmä-

ßige Kontrollen (Kalibrierung und Kompensation), Fluidik-Spülungen und vor-

sichtiges Handling zur Vermeidung von „carry-over“ bestmöglichst um. Zu dis-

kutieren bleibt dennoch eine Abhängigkeit der Messergebnisse von Fehlerquel-

len, die beim Umgang mit den Zellen, bei der subjektiven Definition mancher 

Gates oder der maximal verfügbaren Zellzahl entstehen. Schließlich sind auch 

Faktoren wie die Anzahl gesunder Kontrollen (8 am FACSCalibur, 13 am 

LSR II) und die Überprüfung der Sensitivität aller eingesetzten Marker an die-

sem Material, die interne Kontrolle (durch Backgating) sowie die Fc-Rezeptor-

Blockung (zur Vermeidung der Bindung unspezifischer Antikörper) entschei-

dend für die richtige Zuordnung von Zellen zur Blastenpopulation. Nur unter 

Beachtung dieser Anforderungen und Fehlerquellen nach aktuellem wissen-

schaftlichem Stand25 sowie dem Miteinbezug der Ergebnisse des KMT-Labors 

und anderer MRD-Zentren in die eigene Auswertung gelang die Umsetzung der 

Optimierung der MRD-Messung am FACSCalibur und damit die Grundlage für 

die Übertragung der Experimente auf das neue Multicolor-Durchflusszytometer 

LSR II.  
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5.1.2 Neuerungen am LSR II Durchflusszytometer 

Das Monitoring der minimalen Resterkrankung mittels 3- oder 4-Farben-

Durchflusszytometrie hat sich in den vergangenen Jahren zu einer Standardme-

thode entwickelt, die zwar einerseits meist sehr zuverlässig funktioniert, ande-

rerseits durch die maximale Anzahl gleichzeitig detektierbarer Fluorochrome in 

ihren Möglichkeiten der Analyse von Zellen begrenzt ist. Mit der Entwicklung 

der polychromatischen Durchflusszytometrie waren einige wichtige Vorteile ver-

bunden: Die simultane Messung einer größeren Zahl von Zelleigenschaften aus 

demselben Messröhrchen bedeutet insgesamt eine Einsparung von Zellmateri-

al. Da die zusätzlich gewonnenen Informationen auf dieselben Zellen bezogen 

werden, von denen auch bisher gemessene Informationen stammen, steigt der 

Informationszugewinn dabei in exponentiellem statt linearem Maße. Bei einer 

Untersuchung von CD34-positiven hämatopoetischen Stammzellen im periphe-

ren Blut von sechs Patienten mit AML gelang es Björklund et al. im Jahr 2009 

unter Einsatz einer 8-Farben-Durchflusszytometrie eine minimale Resterkran-

kung bei allen Patienten nachzuweisen. Die Messung derselben Proben er-

brachte in einer zuvor angewendeten 3-Farben-Durchflusszytometrie lediglich 

bei drei der sechs Patientenproben den Nachweis aberranter Zellpopulationen 

im Sinne einer vorhandenen MRD.11 Beim Vergleich der zwei Methoden stellte 

sich die polychromatische Durchflusszytometrie gegenüber der 3-Farben-

Technik als die genauere Methode zur Identifikation CD34-positiver Zellsubty-

pen sowie als effizienter in der Detektion aberranter Zellpopulationen heraus 

(siehe auch Kap. 5.1.4: Vorteile und Nachteile gegenüber dem FACSCalibur 

und Kap. 5.2: Multicolor-Durchflusszytometrie bei MRD-Messungen). 

 

5.1.3 Transfer und Etablierung der MRD am LSR II 

Die bisherigen Messungen der minimalen Resterkrankung am 4-Farben-

Durchflusszytometer FACSCalibur auf das Multi-Color-Durchflusszytometer 

LSR II zu übertragen, erforderte mehrere Vorbereitungen und Überlegungen: 

Dem Vorteil mit dem Multi-Color-Durchflusszytometer mehr Parameter als bis-
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lang möglich simultan erfassen zu können, standen mehrere technische Her-

ausforderungen entgegen, die nachfolgend diskutiert werden sollen. 

Um Probenmaterial von Patienten mit Leukämie in Bezug auf Zelllinie und Im-

munphänotyp hinreichend genau und in möglichst wenigen Messröhrchen ana-

lysieren zu können, geht man nach der raschen Weiterentwicklung der Mehr-

farben-Durchflusszytometrie in den vergangenen Jahren heutzutage von einem 

Bedarf von mindestens 9 bis 10 Farben aus, wie mehrere wissenschaftliche 

Untersuchungen zeigen.8,37,86 Diese Anforderungen umzusetzen erfordert eine 

sorgfältige Konfiguration der Mess- und Auswertungseinheiten sowie regelmä-

ßige Wartungen, Pflege und Qualitätskontrollen, die wir, wie bereits oben be-

schrieben, umsetzten. Mit zunehmender Zahl von im selben Messröhrchen ein-

gesetzter Fluorochrome steigt auch die Signalüberlappung in den einzelnen 

Spektralbereichen der Detektoreinheiten, was eine Verschlechterung des soge-

nannten Signal-Rausch-Verhältnisses (signal-to-noise ratio) verursacht, einen 

größeren Toleranzbereich bei der Signaldetektion, d.h. höhere Kompensati-

onswerte, erfordert und gleichzeitig eine Sensitivitätsabnahme bedeutet.118 Als 

Lösungsansatz testeten wir den Einsatz unterschiedlicher, d.h. optisch breiterer 

und engerer Filter und verschiedene Kompensationsmechanismen wie im Me-

thodenteil ausführlicher beschrieben; dabei bestätigte sich die bessere Eignung 

eher breiterer Filter durch den Vorteil höherer Signalausbeuten gegenüber zu 

enger Filter, die zwar geringere Kompensationswerte erfordern, jedoch auch zu 

Signalintensitätsverlusten und damit Datenverlusten führen. 

Neben der Auswahl geeigneter Filter ist auch die elektrische Spannung an den 

einzelnen Detektoren (voltages) ausschlaggebend für die Datenaquisition. Wie 

von Wood et al. beschrieben ist sie hoch genug zu wählen, dass die Autofluo-

reszenz von negativen Zellen oder Beads über dem Rauschsignal liegt um die 

gewünschte Sensitivität auch bei kleinen Zellzahlen zu erreichen. Sie sollte je-

doch nicht zu hoch gewählt werden, um kein zu hohes Signal von negativen 

Zellen zu verursachen.118 Es ist außerdem bekannt, dass eine zu hohe Fluss-

geschwindigkeit der Zellsuspension in der Messkammer durch die elektronische 

Totzeit bei digital arbeitenden Durchflusszytometern (zu diesen zählt auch das 

LSR II) dazu führen kann, dass nicht alle Events verarbeitet werden können, 
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was wiederum Datenverlust bedeutet. Um diesem Effekt vorzubeugen, wählten 

wir für alle unsere Analysen die langsamste Flussgeschwindigkeit (Einstellung 

„low“). Wir achteten außerdem darauf, die Konzentration der Zellsuspension 

konstant und nicht zu hoch (maximal 5.000 Events pro Sekunde, vom Hersteller 

wird eine maximale Verarbeitung von 10.000 Events pro Sekunde angegeben) 

einzustellen, da dies ebenfalls zu Datenverlust durch Überschreitung der Totzeit 

führen kann. Als Nachteil steht beiden Ansätzen jedoch die sehr viel längere 

Aquisitionszeit gegenüber. Andererseits steigt mit höheren Konzentrationen der 

Zellsuspension und höherer Flussgeschwindigkeit, d.h. auch breiterer Strahl, 

das Auftreten von Zelldubletten, die wir durch bestimmte Gates von der Analyse 

auszuschließen versuchten (siehe Methodenteil).  

Schließlich war die Einstellung der Kompensation der verschiedenen optisch 

benachbarten Kanäle eine zentrale Herausforderung bei der Umsetzung unse-

rer Messungen auf das Mehrfarben-Durchflusszytometer. Die richtige Wahl ei-

ner geeigneten Kompensation ist insbesondere bei der Verwendung von mehr 

als vier Farben elementar für den Erfolg der Analysen und die nachfolgend rich-

tige Interpretation der Daten.92 Diese erfolgt bei mehr als vier Farben nicht mehr 

durch manuelle Einstellung, sondern automatisiert durch die verwendete Soft-

ware. Trotzdem ist bei der Definition der Kompensation insbesondere bei Tan-

dem-Farbstoffen, wie beispielsweise PE-Cy7 und APC-H7, die in unseren Ver-

suchen verwendet wurden, darauf zu achten die Kompensation der einzelnen 

Fluorochrome separat durchzuführen, da die Emissionsspektren der Tandem-

Farbstoffe je nach Hersteller oder Charge variabel sein können. Je nach Anti-

körper-Reagenz finden sich außerdem unterschiedliche relative Intensitäten der 

Fluorochrome (dies ist auch wichtig für die Zuordnung eines Markers zu seinem 

konjugierten Fluorochrom) und Effekte wie unspezifische Bindungen (bestimmte 

Fluorochrome zeigen eine vermehrte Bindung an tote Zellen oder „debris“) oder 

Antikörper-Wechselwirkungen (wichtig bei der Erstellung eines sogenannten 

Backbone-Antikörperpanels).118 Wir verfolgten diese Überlegungen durch Be-

achtung der Herstellerangaben und regelmäßige Testfärbungen mit Blutproben. 

Die Auswahl der gleichzeitig einzusetzenden Fluorochrome musste also sorg-

fältig und im Hinblick auf die einzelnen Anregungs- und Emissionsbereiche und 
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deren Wellenlängen-Überlappungen erfolgen. Zusätzlich zu diesen physikali-

schen Überlegungen mussten die in Frage kommenden Fluorochrome für den 

qualitativen und quantitativen Nachweis des jeweiligen Zielantigens auch bei 

sehr geringen Konzentrationen noch geeignet sein sowie in Kombination mit 

dem gesuchten Konjugat (z.B. CD34-PerCP) verfügbar sein. 

Bei unseren Messungen stellten wir fest, dass einzelne Antikörper auch in einer 

Verdünnung bis auf 1/20 der vom Hersteller empfohlenen Konzentration noch 

sehr gut nachweisbar sind (s. Ergebnisteil, Kap. 4.2.2: Ergebnisse der Antikör-

per-Titrationen). Dies bedeutete neben der Einsparung von Antikörpern auch 

günstige Auswirkungen auf die Kompensation, da der Einsatz von weniger kon-

jugierten Fluorochromen in den benachbarten Kanälen weniger Störsignale 

verursacht. Bei der Erstellung unseres 10-Farben-Backbones (s. Tab. 4.4), d.h. 

der Zuordnung der in jedem Messröhrchen benötigten Antikörper zu den ein-

zelnen Kanälen, gingen wir nach etablierten Prinzipien vor, wie von Wood et al. 

ausführlich beschrieben.118 Dies bedeutete zunächst die Identifizierung einer 

Gruppe von Zielantigenen und anschließend die Zuordnung zu den Kanälen, 

wobei grundsätzlich darauf geachtet werden musste höher exprimierte Antigene 

schwächeren Fluorochromen und lediglich schwach exprimierte Antigene helle-

ren Farben zuzuordnen um Schwierigkeiten bei der Kompensation sowie Ein-

schränkungen in der Sensitivität zu vermeiden. Mit dem oben gezeigten Back-

bonepanel fanden wir einen Kompromiss zwischen der generellen Umsetzung 

dieses Prinzips, den tatsächlichen Begebenheiten der Signalintensitäten bei 

unseren Messungen und der Verfügbarkeit konjugierter Fluorochrome auf dem 

Markt. Vor dem Hintergrund zunehmender Herstellerangebote zu Konjugation 

von Antikörpern mit Fluorochromen nach eigenen Wünschen sind was diesen 

Punkt betrifft zukünftig erweiterte Möglichkeiten zu erwarten. 

Schließlich galt es die durch die zusätzlich eingesetzten Farben ermöglichten 

Messungen richtig zu interpretieren. Bei der Mehrfarben-Durchflusszytometrie 

steigt selbstverständlich die Schwierigkeit der Datenvisualisierung und -analyse 

durch zunehmende Komplexität. Hierzu stand uns am LSR II mit FACSDiva 

eine potente Software sowohl zur Datenaquisition als auch für spätere Auswer-

tungen zur Verfügung. Da jedoch bei der üblichen Ausgabe der Daten lediglich 
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2-Parameter-Dot Plots verwendet werden, ergibt sich bei einem Experiment mit 

9 Farben theoretisch eine Anzahl von 55 Dot Plots um alle Parameter gegenei-

nander aufzutragen,118 was die Entwicklung einer primären Gating-Strategie zur 

Erfassung der jeweils für die Fragestellung relevanten Zellen erforderte, bevor 

diese Zellen der weitergehenden Analyse unterzogen werden konnten (siehe 

Ergebnisteil unter Kap. 4.2.3: Entwicklung von Gating- und Auswertungsstrate-

gien am LSR II). 

 

5.1.4 Vorteile und Nachteile gegenüber dem FACSCalibur 

Die Vorteile und Nachteile eines digital arbeitenden Mehrfarben-

Durchflusszytometers wie dem LSR II gegenüber einem analogen 4-Farben-

Durchfusszytometer wie dem FACSCalibur lassen sich in allgemeine und MRD-

spezifische Vor- und Nachteile unterteilen. Einige der allgemeinen Änderungen 

sind bereits im vorangehenden Kapitel vorbeschrieben. Dazu zählen beispiels-

weise die schnellere Aquisitionszeit und der exponentiell steigende Informati-

onszuwachs durch die Möglichkeit des gleichzeitigen Einsatzes mehrerer Far-

ben im selben Messröhrchen. Durch die Verfügbarkeit einer wachsenden Viel-

falt geeigneter Fluorochrome und technische Fortschritte bei der Herstellung 

der Geräte konnte die Entwicklung der sogenannten multi-color-

Durchflusszytometrie, d.h. neun bis zehn und mehr Farben, in den letzten Jah-

ren stark vorangetrieben werden.8,37,86 Speziell für die Analysen der minimalen 

Resterkrankung bekommen andere Vorteile ein besonderes Gewicht: Im klini-

schen Alltag wird es zunehmend notwendig, auch sehr geringe Mengen an 

Probenmaterial richtunggebend untersuchen zu können. Insbesondere bei Kin-

dern liegt es auf der Hand, dass die Probengewinnung vor allem bei Knochen-

markpunktionen sehr oft schwieriger und weniger ergiebig ist als bei Erwachse-

nen. Des Weiteren bedingt das Ergebnis einer Analyse der MRD oft unmittelba-

re Therapieentscheidungen, beispielsweise eine intensivierte Polychemothera-

pie bei Nachweis einer vorhandenen oder im Verlauf angestiegenen MRD. 

Ebenfalls wichtig bei MRD-Fragestellungen ist oft die Zuordnung von Zellen 

entweder zu einer krankheitsspezifischen oder zelllinientypischen Gruppe von 

Antigenen, was durch eine Kombination von mehr als nur vier Farben gleichzei-
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tig realisierbar wird. So ist es zum Beispiel bei der generellen Untersuchung von 

B-Zellen interessant die Marker CD45, CD19, CD20, CD10, CD5, CD38, CD34 

und eventuell auch κ- und λ-Leichtketten einzuschließen. Dies macht zusam-

men bereits eine Anzahl von neun Farben, was derzeit gut im Bereich der Mög-

lichkeiten eines Mehrfarben-Durchflusszytometers wie dem LSR II liegt.118 Die-

se Verbesserung der Charakterisierung auf dem Niveau einzelner Zellen stellt 

nicht nur einen allgemeinen, sondern insbesondere auch einen schwerpunkt-

mäßigen Vorteil bei MRD-Analysen dar, weil genau dies im Mittelpunkt der Fra-

gestellung, nämlich der Zuordnung von Zellen zur Blastenpopulation, steht. 

Durch die Tatsache, dass die gleichen Analysen mit weniger Messröhrchen 

durchgeführt werden können, wird es möglich, mehr Zellen pro Messröhrchen 

einzusetzen, woraus einerseits die schnelleren Messzeiten resultieren, ande-

rerseits bestimmte Messungen, bei denen die Gesamt-Zellzahlen der limitieren-

de Faktor sind (beispielsweise bei der Analyse von Liquor cerebrospinalis), 

überhaupt erst umsetzbar werden. Da es bei MRD-Analysen mehr um relative 

statt um absolute Zahlen geht (Blastenanteil statt absoluter Anzahl an Blasten 

in einer Probe), bedeutet die Quantifizierung einer Probe mit einer größeren 

Zellzahl eine Zunahme von Genauigkeit und Sensitivität (um die erforderliche 

Sensitivität von 10-4 zu erreichen bedarf es beispielsweise mindestens der 

Messung von 10.000 Zellen; bei unseren Versuchen führten wir die Messung 

stets solange weiter, bis das Messröhrchen leer war).  

Bei den Nachteilen der multi-color-Durchflusszytometrie stehen die damit ver-

bundenen gesteigerten Kosten im Vordergrund, vor allen Dingen aufgrund von 

spezifischeren und aufwändiger herzustellenden Reagenzien. Zudem sind grö-

ßere Erfahrungen im Umgang mit den verschiedenen technischen Fragestel-

lungen sowie bei der komplexeren Auswertung und Interpretation der Daten 

notwendig. Des Weiteren können bei der Kombination einer steigenden Zahl an 

Testreagenzien in vitro auch negative Effekte wie beispielsweise Antikörper-

Interaktionen, unspezifische Bindungen, sterische Hinderung oder die Instabili-

tät von Tandem-Antikörpern zunehmen. Insgesamt sollten bei der Anwendung 

der Mehrfarben-Durchflusszytometrie im Rahmen von MRD-Messungen aller-

dings die Vorteile überwiegen, und zwar hauptsächlich aufgrund der erhöhten 
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Genauigkeit bei der Identifikation von Blastenpopulationen und der größeren 

Informationsgewinnung auch bei Probenmaterial mit nur sehr geringen Ge-

samtzellzahlen.8,118  

 

5.1.5 Diskussion der Einzelmessungen 

Wie im Ergebnisteil ausführlich dargestellt erreichten wir bei beiden Beispielpa-

tienten zum Zeitpunkt der Erstdiagnose die Identifikation von Markern, die im 

weiteren Verlauf der Erkrankung zur Messung der minimalen Resterkrankung 

geeignet waren.  

Für die erste Patientin kamen nach den Messungen von Knochenmark bei 

Erstdiagnose am LSR II CD66c und CD135 als Follow-Up-Marker in Betracht. 

Bei den Analysen der Erstdiagnose am bereits etablierten Durchflusszytometer 

FACSCalibur konnte seinerzeit CD66c ebenfalls als geeigneter Marker definiert 

werden, der Marker CD135 wurde zu jener Zeit aus Gründen der geringen Ge-

samtzellzahl oder schlechter Verfügbarkeit nicht mituntersucht. Dies veran-

schaulicht sehr gut die im vorangehenden Kapitel beschriebenen Vorteile einer 

multi-color-Durchflusszytometrie: Die Färbung mit CD135 zur Prüfung, ob es 

sich hierbei um einen geeigneten Marker handeln könnte, war trotz einer sehr 

geringen Gesamtzellzahl von lediglich 1,7 x 106 Zellen möglich, wobei sich die-

se niedrige Zellzahl sicherlich durch die Kryokonservierung erklären lässt. Bei 

der Messung der ersten MRD-Probe dieser Patientin an Tag 15 nach Erstdiag-

nose ergab sich am LSR II für CD66c und CD135 ein kombinierter Blastenanteil 

von 0,14 %, bei den zuvor durchgeführten Messungen am FACSCalibur von 

0,17 %, wobei die Blasten hier wie oben beschrieben lediglich über CD66c ana-

lysiert wurden. Dieser erhöhte Blastenanteil trotz der Tatsache, dass nur ein 

statt zwei Marker untersucht wurden, ist am ehesten durch vermehrte Mitkalku-

lation von „debris“, Zell-Dubletten, toten Zellen oder falsch positiven Zellen zu 

erklären. Dennoch liegen beide Ergebnisse in vergleichbaren Größenordnun-

gen. Bei der zweiten MRD-Bestimmung in der 12. Woche nach Erstdiagnose 

bestimmten wir am LSR II einen Blastenanteil von 0,22 % für diese Patientin, 

bei der zuvor erfolgten Messung am FACSCalibur einen leicht niedrigeren An-

teil von 0,13 % (wiederum nur unter Berücksichtigung von CD66c), der mög-
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licherweise durch eine erhöhte Zahl falsch CD66c-positiver Zellen, oder eines 

gegenteiligen Effekts durch die Kryokonservation der am LSR II gemessenen 

Probe bedingt war. 

Beim zweiten Patient definierten wir anhand von kryokonserviertem Knochen-

mark vom Zeitpunkt der Erstdiagnose (akutes Rezidiv) CD66c und CD123 als 

Follow-Up-Marker. Damit übereinstimmend fand sich auch bei der Analyse am 

FACSCalibur CD66c als geeignetster Marker, CD123 wurde wie im Fall von 

CD135 aufgrund fehlender Verfügbarkeit bei der Erstdiagnose von Patientin 1 

zu diesem Zeitpunkt nicht mitbestimmt. Bei der Berechnung der minimalen Res-

terkrankung 19 Tage nach Erstdiagnose fand sich für diesen Patient am LSR II 

für CD66c und CD123 ein kombinierter Blastenanteil von 0,22 %. Der zuvor am 

FACSCalibur nur für CD66c berechnete Blastenanteil betrug 0,23 % und kommt 

dem Ergebnis der Analyse mit dem multi-color-Durchflusszytometer sehr nahe. 

Die MRD-Bestimmung desselben Patienten 106 Tage nach Erstdiagnose er-

brachte am LSR II einen prozentualen Blastenanteil von 0,002 % (CD66c und 

CD123 kombiniert) und am FACSCalibur (nur CD66c) einen Blastenanteil von 

< 0,01 %. Beide Werte liegen unter der per Durchflusszytometrie laborpraktisch 

angenommenen Nachweisgrenze von 1 in 10.000 Zellen (entsprechend 

0,01 %). 

Zur weiteren Diskussion dieser Messungen steht das allgemeine Problem der 

subjektiven Gate-Definition bei FACS-Auswertungen: Gegenüber dem 

FACSCalibur hatten wir dank der Verwendung einer anderen Akquisitions- und 

Auswertungssoftware am LSR II die Möglichkeit, theoretisch eine unbegrenzte 

Anzahl Gates in die Auswertungsmasken einzufügen. Mit steigender Zahl ein-

gesetzter Farben und analysierten Gesamtzellzahlen steigen jedoch auch die 

Anforderungen an die Rechenleistung des Auswertungscomputers, was das 

Arbeiten mit Gates, insbesondere auch bei Verwendung von Backgatingstrate-

gien zur Plausibilitätskontrolle wie in Kap. 4.2.3 ausführlich beschrieben, in der 

Praxis doch limitiert. Dies bedeutet, dass die Einführung und Verteilung neuer 

Gates in den Auswertungsmasken sorgfältig und sinnvoll durchgeführt werden 

muss. Außerdem ist es notwendig, bestimmte Gates individuell für jede Probe 

und jeden Patient zu verändern, dies betrifft neben primären Gates zur Auswahl 
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der gefragten Zellen (lineage gating) insbesondere die Gates zur Markierung 

potentieller Blasten als Bedingung für die nachfolgende Quantifizierung. Da die-

se Positionierung der Gates nicht automatisch oder standardisiert (beispiels-

weise durch die Software) erfolgen und bei unsauberer Trennung zweier Zell-

populationen auch schwierig sein kann, bleibt dieser Schritt in der Auswertung 

untersucherabhängig und erfordert entsprechende Vorerfahrung.  

Dennoch zeigen mehrere Studien konkordante Ergebnisse von durchflusszyto-

metrischer versus PCR-basierter Bestimmung der MRD: In einer Studie von 

Kerst et al. aus dem Jahr 2005 mit 45 ALL-Patienten (37 B-ALL- und 8 T-ALL-

Patienten) konnten mittels Durchflusszytometrie in 91 % der Fälle Leukämie-

assoziierte Immunphänotypen für eine MRD-Bestimmung auf dem Sensitivi-

tätsniveau von 10-4 gefunden werden und in 84 % der Fälle ein Antigen-

Rezeptor-Genrearrangement durch PCR nachgewiesen werden. Die Kombina-

tion beider Methoden erlaubte ein Monitoring der minimalen Resterkrankung in 

100 % der Fälle. Mittels der eingesetzten Antikörper-Panels gelang die MRD-

Bestimmung durch Durchflusszytometrie bei 90 % der B-ALL-Patienten und bei 

100 % der T-ALL-Patienten, eine Limitation bestand in der maximal möglichen 

Anzahl an Kombinationen.63 Da diese Versuche jedoch mit einem 4-Farben-

Durchflusszytometer durchgeführt wurden, ist anzunehmen, dass diese Ein-

schränkungen durch die erweiterten Möglichkeiten eines multi-color-

Durchflusszytometers reduziert werden. Malec et al. untersuchten insgesamt 89 

Follow-Up-Proben von 23 Patienten mit ALL mittels Durchflusszytometrie und 

PCR und wiesen bei 70 Proben signifikant konkordante Resultate (78 %, 

p < 0,001) auch im weiteren Verlauf nach. Von 29 Patienten, die nach Ab-

schluss der Induktionstherapie untersucht wurden, zeigte sich bei 18 (62 %) 

eine nachweisbare minimale Resterkrankung per Durchflusszytometrie und bei 

allen sechs Patienten, die im Verlauf ein Rezidiv erlitten, stiegen im Vorfeld die 

per Durchflusszytometrie ermittelten MRD-Lasten an.74 Beide Studien unter-

streichen die klinische Bedeutung von MRD-Messungen insbesondere per 

Durchflusszytometrie. 

Um die in dieser Arbeit vorgestellte Methode in die klinische Routine umzuset-

zen, bedarf es selbstverständlich weiterer Versuche und empirischer Vergleiche 
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der Ergebnisse zwischen beiden Durchflusszytometern bzw. mit PCR mit grö-

ßeren Fallzahlen. Ferner unterscheiden sich die innerhalb der gezeigten zwei 

Patienten verglichenen Ergebnisse dadurch, dass einmal frisches Probenmate-

rial, bei den Messungen am LSR II jedoch kryokonserviertes Probenmaterial 

verwendet wurde. Zudem wurden zur Differenzierung potentieller Blastenpopu-

lationen von gesundem oder regenerierendem Knochenmark an den zwei Gerä-

ten etwas andere „Template-Diagnosen“ verwendet. Dennoch liegen die be-

schriebenen Ergebnisse allesamt im selben Größenbereich und erscheinen da-

her, auch aufgrund Beachtung der in Kap. 5.1.3 diskutierten Prinzipien im Um-

gang mit Mehrfarben-Durchflusszytometern, plausibel. Neben der systemati-

schen Überprüfung mit größeren Fallzahlen soll in der Zukunft auch die MRD-

Bestimmung mittels HLA-Antigenen am LSR II versucht werden (siehe auch 

Kap. 5.3: Ausblick). 

 

5.1.6 MRD-Bestimmung mittels HLA-Antikörpern 

Wie bereits im Ergebnisteil erwähnt besteht durch die Verwendung von Antikör-

pern gegen HLA-Antigene im Rahmen der MRD-Messungen eine weitere Mög-

lichkeit, auch bei solchen Patienten noch einen Marker für den Verlauf der MRD 

zu finden, bei denen sich anhand der CD-Antigene keine geeignete Marker-

kombination finden ließ. In Frage kam dieses Vorgehen bei allogen transplan-

tierten Patienten, bei denen sich durch eine haploidentische Transplantation 

(Mismatch in 3-5 HLA-Allelen) eine Differenz für bestimmte HLA-Antigene erge-

ben hatte. Bei haploidentisch transplantierten Patienten stehen so weitere Mar-

ker zur Verfügung, die die Sensitivität der MRD-Messung erhöhen können, bzw. 

bei schwierigem Nachweis überhaupt erst ermöglichen können. Das Prinzip der 

durchflusszytometrischen Überwachung von Chimärismus und minimaler Res-

terkrankung mittels HLA-Antikörpern ist in der neueren Literatur von unserer 

Arbeitsgruppe als einfache und hochsensitive Methode vorbeschrieben.96 Ge-

genüber den Standardtechniken zum Chimärismusnachweis durch fluorescence 

in situ hybridization (FISH) von Geschlechtschromosomen45,69,84,106 einerseits 

und der Untersuchung von DNA-Mikrosatelliten (sogenannten short tandem 

repeats) durch PCR5,42,119 andererseits ermöglicht die Durchflusszytometrie die 
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Analyse auf der Ebene einzelner Zellen oder bestimmter Subtypen. Dies stellt 

gemeinsam mit der Schnelligkeit und Genauigkeit der Analyse auch großer 

Zellzahlen den wichtigsten Vorteil gegenüber den Standardmethoden dar. In 

einer Studie mit 23 HLA-mismatched-transplantierten Patienten fanden 

Schumm et al. bei 100 % der Spender-Empfänger-Paare geeignete HLA-

Antikörper (meistens durch Mismatch in den HLA-Gruppen Bw4 oder Bw6) für 

das durchflusszytometrische Monitoring von Chimärismus und minimaler Res-

terkrankung anhand aberranter Immunphänotypen. Die gefundenen Daten wur-

den durch PCR-Analysen als eine der Standardtechniken bestätigt.96 Der Ein-

schluss HLA-basierter Antikörper-Panels in die Messungen der minimalen Res-

terkrankung mittels Durchflusszytometrie bedeutet also einen zusätzlichen In-

formationsgewinn und somit eine weitere Verbesserung der Methode, weshalb 

geplant ist, dies nach einem sogenannten proof of principle am FACSCalibur 

zukünftig auch für die Messungen am Mehrfarben-Durchflusszytometer LSR II 

einzuführen und weiterzuverfolgen. 

 

5.2 Multicolor-Durchflusszytometrie bei MRD-Messungen 

5.2.1 Wissenschaftliche Einordnung  

Die Bedeutung der durchflusszytometrischen Bestimmung der minimalen Res-

terkrankung neben anderen Methoden wie PCR-basierten Untersuchungen 

wurde in den vergangenen Jahren in einigen Studien vergleichend untersucht 

(siehe Kap. 1.3). Es hat sich gezeigt, dass die Ergebnisse in der Mehrzahl der 

Fälle konkordant sind, wobei für die PCR-basierte MRD eine etwas höhere 

Sensitivität angenommen wird.63,74 Malec et al. belegten in einer Studie mit 71 

Proben von 22 pädiatrischen ALL-Patienten eine signifikante Konkordanz der 

MRD-Ergebnisse von 72 % (p < 0,001) im direkten Vergleich zwischen PCR 

und Durchflusszytometrie, auf einem Sensitivitätsniveau von 0,01 % sogar von 

89 %. Dabei wird der Großteil der diskordanten Ergebnisse beim direkten Ver-

gleich der zwei Methoden durch die begrenzte Sensitivität der Durchflusszyto-

metrie im Bereich zwischen 0,01 % und 0,001 %, der andere Teil durch instabi-

le Genrearrangements oder quantitativer Beschränkungen seitens der PCR er-
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klärt.75 Die empirisch durchgeführten Experimente mit größeren Fallzahlen zur 

Bestimmung der minimalen Resterkrankung durch Durchflusszytometrie wurden 

bei allen recherchierten Studien bislang jedoch nur auf in der klinisch-

labortechnischen Praxis etablierten Durchflusszytometern mit maximal vier Far-

ben untersucht. Empirisch durchgeführte Studien zur MRD-Bestimmung auf 

multi-color-Durchflusszytometern stehen noch aus und sind Gegenstand aktuel-

ler Forschung. Die experimentelle Anwendung solcher Geräte im klinischen 

Routinebetrieb wird derzeit für unterschiedliche Fragestellungen näher unter-

sucht und in der vorliegenden Arbeit am Beispiel der minimalen Resterkrankung 

kindlicher Leukämien veranschaulicht. 

Gegenüber älteren Studien, in denen 4-Farben-Durchflusszytometer verwendet 

wurden, bieten die multi-color-Geräte die bereits erwähnten Vorteile wie die hö-

here Messgeschwindigkeit und Genauigkeit bei der Identifikation von Zell-

Subpopulationen, den verminderten Bedarf an Probenmaterial (bei oft ohnehin 

begrenzt zur Verfügung stehendem Material), die Zeitersparnis durch weniger 

Messröhrchen oder den Bezug einer größeren Anzahl von Zellcharakteristika 

auf alle gleichzeitig gemessenen Zellen.118 Die Frage, wie viele Farben für ein 

FACS-Experiment überhaupt notwendig sind, lässt sich nicht pauschal beant-

worten, viel mehr kommt es auf die jeweilige Fragestellung an. Im Idealfall wäre 

es wünschenswert, alle Fragen an einen klinischen Test durch eine Färbung mit 

allen erforderlichen Antikörpern in nur einem Messröhrchen zweifelsfrei beant-

worten zu können. In die Praxis umsetzbar ist dieser Gedanke jedoch in den 

allermeisten Fällen selbst mit einer Verfügbarkeit von zehn Farben nicht, da die 

Komplexität einer MRD-Bestimmung durch viele Fakten bestimmt wird: Gerade 

bei der Untersuchung von Leukämien oder auch Lymphomen per Durchflusszy-

tometrie besteht sowohl bei Erstdiagnose als auch bei Follow-Up-

Untersuchungen eine Reihe verschiedener Fragen, beispielsweise ob eine Po-

pulation aberranter Zellen vorhanden ist, welcher Zelllinie diese aberranten Zel-

len angehören oder ob die gefundenen Aberrationen die Einordnung in ein ak-

tuelles Klassifikationssystem erlauben. Dazu kommt die Tatsache, dass die 

Identifikation einer Population leukämischer Blasten nicht allein durch das Vor-

handensein oder Fehlen, oder einer Über- bzw. Unterexpression bestimmter 
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Immunphänotypen gekennzeichnet ist, sondern stets mit Proben von gesunden 

Probanden abgeglichen werden muss. Doch gerade aus diesem Grund ist die 

Analyse der Zellen von Leukämiepatienten mit Bestimmung der minimalen Res-

terkrankung eine sehr gute Anwendung für die multi-color-

Durchflusszytometrie.118  

 

5.2.2 Grenzen der MRD-Bestimmung per FACS 

Neben den oben aufgeführten Möglichkeiten der durchflusszytometrischen Be-

stimmung der minimalen Resterkrankung sollen nachfolgend die Grenzen der 

MRD-Bestimmung per FACS diskutiert werden.  

Zu Beginn der durchflusszytometrischen Untersuchungen der MRD war die Me-

thode vor allem durch die begrenzte Verfügbarkeit geeigneter Antikörper einge-

schränkt. In den vergangenen Jahren entstand jedoch eine Vielzahl neuer 

kommerziell erwerblicher konjugierter Antikörper, dennoch sind längst nicht alle 

Kombinationen von Antikörpern mit Fluorochromen verfügbar oder selbst her-

zustellen. Als weiterer Punkt ist das Problem anzuführen, dass für eine korrekte 

Bestimmung der minimalen Resterkrankung eines Leukämiepatienten stets die 

bei Diagnosestellung definierten Marker bekannt sein müssen26, damit der aber-

rante Immunphänotyp auch bei sehr niedriger Frequenz in der MRD-Situation 

sicher identifiziert werden kann. Die Anzahl der Fälle, bei denen ein MRD-

Monitoring überhaupt möglich ist, variiert aufgrund unterschiedlich eingesetzter 

Antikörperpanels bei Erstdiagnose und unterschiedlich verfügbarer „Templates“ 

zudem von Labor zu Labor. Ohne die Analyse einer ausreichenden Anzahl an 

„Templates“ können Subpopulationen normaler Zellen, die Markermuster ex-

primieren, welche leukämietypischen Markern ähneln, zu falsch positiven Er-

gebnissen führen.28 Die schon angesprochene Sensitivität der Durchflusszyto-

metrie wird in manchen Studien unter bestimmten Voraussetzungen (exzessive 

Reinigung des Fluidiksystems und Untersuchung einer Gesamtzellzahl von 

mindestens 107 Zellen) mit 1 x 10-6 und somit als vergleichbar mit der Sensitivi-

tät der PCR angegeben,54,93 erreicht unter praktischen Bedingungen jedoch nur 

Werte um 10-4 bis 10-5.26 Dagegen bietet die Durchflusszytometrie den Vorteil 

der genaueren Quantifizierung auf dem Niveau einzelner Zellen und zudem die 
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Möglichkeit, lebende von sterbenden oder toten Zellen zu differenzieren. Den-

noch kann gerade in Fällen mit einer minimalen Resterkrankung unter der an-

genommenen Nachweisgrenze daher nicht sicher zwischen einer „negativen“ 

oder einer gerade nicht mehr detektierbaren MRD-Last differenziert werden. 

Darüberhinaus spielen technische Artefakte eine wichtige Rolle bei der korrek-

ten Interpretation der durchflusszytometrisch gewonnenen Daten. So können 

beispielsweise durch Probenkontamination oder Kontamination von Waschlö-

sungen oder des Fluidiksystems falsch positive Ergebnisse auftreten. Derselbe 

Effekt ist auch durch unspezifische (Fc-)Antikörperbindungen, die unter ande-

rem auch mit der Anzahl verschiedener Antikörper in der Testlösung zusam-

menhängen, oder einer großen Zahl von Zell-„debris“ denkbar. Falsch negative 

Resultate können durch Fehler beim Pipettieren der Antikörper, durch instabile 

Antikörper (beispielsweise durch falsche Lagerung oder herstellungstechnisch 

bedingt) oder durch Verwendung eines anderen Probenmaterials (zum Beispiel 

von peripherem Blut statt Knochenmark) entstehen. Wir versuchten diesen Feh-

lern durch regelmäßige Reinigung des Fluidiksystems, steriler Filtration von 

Wasch- und Pufferlösungen, intensives Spülen mit PBS, auch zwischen den 

einzelnen Teströhrchen und Abwischen der Ansaugnadel mit speziellen Tü-

chern (Vermeidung von „carry over“) wie von Campana et al. beschrieben26 

entgegenzuwirken. Um unspezifische Antikörperbindungen zu vermeiden, setz-

ten wir „rabbit“-IgG ein wie im Methodenteil ausführlich beschrieben.  

Über diese technischen Artefakte hinaus entsteht bei einem Teil der ALL-

Patienten ein sogenannter „lineage switch“ im Verlauf der Erkrankung, welcher 

mittels Durchflusszytometrie primär nicht erfasst werden kann. Damit ist bei-

spielsweise die Entstehung einer AML nach behandelter ALL gemeint, bei der 

partiell karyotypische oder molekulare Merkmale des primären Blastenklons der 

ALL erhalten bleiben können.10,47,101 Derartige Verläufe können zwar einfach mit 

molekularen Methoden wie PCR nachgewiesen werden, entziehen sich aber 

dem durchflusszytometrischen Nachweis. In diesem Zusammenhang muss ne-

ben „lineage switches“ auch kurz das Prinzip von „immunophenotypic shifts“ 

diskutiert werden. Darunter versteht man grundsätzlich das Verschwinden von 

Markern im Verlauf der Erkrankung, die bei der Erstdiagnose als auffällig defi-
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niert wurden, wie es schon in frühen Untersuchungen vorbeschrieben ist.13,52,70 

Ursächlich diskutiert wird eine klonale Evolution der Blasten, ein Phänomen, 

das in der Folge ebenfalls in falsch negativen Ergebnissen von MRD-Analysen 

durch FACS resultieren kann. In weiteren Studien konnte „immunophenotypic 

shift“ sowohl bei (CD-)Oberflächen-Antigenen89 als auch bei intrazellulären An-

tigenen wie TdT89 und HLA-DR-Antigenen1 nachgewiesen werden. Dieses 

Phänomen ist nicht nur bei der ALL, sondern auch für die AML beschrieben.104 

Van Wering et al. untersuchten 1995 insgesamt 40 Fälle von kindlichen Patien-

ten mit ALL zum Zeitpunkt von Erstdiagose und Rezidiv und fanden eine Häu-

figkeit von etwa zwei Dritteln für das Auftreten von „immunophenotypic 

shifts“.115 Leider lassen sich die Auswirkungen von „immunophenotypic shifts“ 

nur schwer voraussagen; anzunehmen ist jedoch, dass es eine Relation zur 

Anzahl der im Follow-Up untersuchten Marker geben muss (je mehr Marker 

verfolgt werden, desto geringer die Wahrscheinlichkeit falsch negativer Ergeb-

nisse aufgrund des Verschwindens einzelner Marker).26  

 

5.3 Ausblick 

Die vorliegende Arbeit zeigt die Umsetzung durchflusszytometrischer MRD-

Messungen bei der kindlichen ALL von etablierten Analysen mittels eines 4-

Farben-Durchflusszytometers auf ein Gerät, das die Messung von mehr als 

zehn Farben gleichzeitig ermöglicht. Der Weg dieses Transfers und die Anwen-

dung der multi-color-Durchflusszytometrie auf die Bestimmung der minimalen 

Resterkrankung wird an der detaillierten Analyse und Auswertung von insge-

samt sechs Knochenmarkproben von zwei Patienten veranschaulicht, die Er-

gebnisse obenstehend diskutiert. Dennoch sind für eine Verbesserung und die 

geplante klinische Anwendung der Methode weitere Messungen eines geeigne-

ten Patientenkollektivs und empirische Vergleiche mit etablierten Standardme-

thoden notwendig. Dazu gehört auch die Aufnahme weiterer sogenannter 

„Templates“, d.h. Analysen der Expression von Immunphänotypen auf Zellen 

gesunden oder regenerierenden Knochenmarks, in die Auswertungsmasken, 

um auch unklare Messergebnisse besser interpretieren zu können, sowie die 

Erweiterung oder Optimierung der eingesetzten Laser, Filter und Fluorochrome. 
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Ferner ist geplant, die oben erwähnten HLA-basierten MRD-Messungen für 

schwierig nachzuverfolgende Patienten am LSR II weiterzuentwickeln. 

Die in dieser Arbeit beschriebenen Untersuchungen erfolgten bislang lediglich 

für Proben von B-ALL-Patienten. Dies ist zwar die häufigste Leukämieform bei 

Kindern, zukünftig soll die Anwendbarkeit der Methode jedoch auch auf Zellma-

terial anderer Diagnosen wie beispielsweise einer AML oder T-ALL überprüft 

werden. 
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6 Zusammenfassung 

Für Patienten mit akuten Leukämien konnte nachgewiesen werden, dass bei 

Diagnosestellung rund 1012 maligne Zellen verteilt im Knochenmark und peri-

pheren Blut vorhanden sein können. Selbst Patienten in vollständiger klinischer 

Remission können jedoch noch immer bis zu 1010 neoplastische Zellen besit-

zen, die mit morphologischen Methoden (z.B. Knochenmarkausstrich) allein 

nicht detektierbar sind. Im Rahmen von Untersuchungen der minimalen Rester-

krankung (MRD) werden diese Zellen, welche für die Persistenz einer Leukämie 

und die Entstehung von Rezidiven verantwortlich gemacht werden, näher cha-

rakterisiert und beschrieben. Dabei zeigte sich, dass mit einer größeren MRD-

Last ein höheres Risiko eines ungünstigen Krankheitsverlaufs assoziiert ist. 

Neben der etwas länger etablierten Methode des MRD-Nachweises durch PCR-

Techniken wurde in den vergangenen Jahren vermehrt die MRD-Bestimmung 

mittels Durchflusszytometrie untersucht. Für die beiden konkurrierenden Me-

thoden wurden in mehreren Studien konkordante Ergebnisse nachgewiesen, 

die PCR scheint jedoch in der Praxis den Vorteil einer höheren Sensitivität zu 

bieten, wogegen die Durchflusszytometrie eine breitere Verfügbarkeit, die 

schnellere Durchführung und Aussagen auf dem Niveau einzelner Zellen er-

laubt.  

Studienziel dieser Arbeit war neben der Optimierung der bereits etablierten 

MRD-Messung am vorhandenen 4-Farben-Durchflusszytometer die Etablierung 

der Methode auf das multi-color-Durchflusszytometer von BD Biosciences mit 4 

Lasern, um so die bislang durch die maximale Anzahl gleichzeitig messbarer 

Farben begrenzten Möglichkeiten der Methode zu erweitern. Schließlich sollten 

exemplarisch vergleichende Messungen an klinischen Patientenproben durch-

geführt werden, um die MRD-Bestimmung mit zehn und mehr Farben gegen-

über der bisherigen Methode mit vier Farben zu evaluieren.  

Zur Optimierung der bisherigen Messungen entwickelten wir einen neuen Aus-

wertungsalgorithmus zur genaueren Aufreinigung und somit zur besseren Diffe-

renzierung potentieller Blasten von negativen Zellen oder Zelltrümmern. Dazu 

war es primär notwendig, gesundes bzw. regenerierendes Knochenmark ge-
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sunder Kinder systematisch zu analysieren. Beim Transfer der Messungen auf 

das neue Durchflusszytometer erfolgte zunächst die technische Aufrüstung des 

Geräts und anschließend die Entwicklung eines aussagekräftigen Vitalitätstests 

mit reaktiven Farbstoffen, um die Analysen auf vitale Zellen fokussieren zu kön-

nen. Schließlich galt es, eine sinnvolle und praktikable Kombination bzw. Vertei-

lung der in jedem Messröhrchen benötigten Antikörper auf die zur Verfügung 

stehenden Kanäle zu finden, was wir durch die Definition eines 10-Farben-

Backbones aus CD10/CD38/CD34/CD45/CD56/CD3/CD14/CD19/CD16/AF350 

für die B-Linien-ALL erreichten. Nach Einführung neuer Gating-Strategien de-

monstrierten wir abschließend die Messergebnisse von insgesamt sechs Kno-

chenmarkproben zweier ALL-Patienten jeweils zum Zeitpunkt der Erstdiagnose 

und zwei Zeitpunkten im weiteren klinischen Verlauf. Die Ergebnisse wurden in 

Vergleich zu den zuvor am 4-Farben-Durchflusszytometer bestimmten Werten 

gesetzt und fielen konkordant aus. Diese Arbeit legt den Grundstein für weitere, 

systematische Analysen von Patientenproben unter Ausnutzung der durch das 

erweiterte Panel synchron einsetzbarer Marker und der aus der größeren In-

formationsdichte resultierenden höheren Sensitivität. 
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8 Anhang 

8.1 Messplanungsformulare 

 
Abb. 8.1: Beispielplanung einer MRD-Messung an beiden Durchflusszytometern 
Extrazelluläre Färbungen sind normal, intrazelluläre unterstrichen und fett formatiert dargestellt. 
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B-ALL-Probenblatt Erstdiagnose / Rezidiv 

Gesamt-Zellzahl: ………… x 106 aus ......... ml Material 
Zellzahl für MRD-FACS: ………… x 106 
Zellzahl z. Einfrieren in DMSO:  …………… x 106, in …… Vials à ...... x 10    Zellen 
 

ERSTE FÄRBUNG: 

        FITC / PE / PerCP / APC 
  1  IgG1  /  IgG1 /  IgG1 /  IgG1 
  2 CD38 / CD10 / CD34 / CD19 
  3 CD13 / CD56 
  4 CD21 / NG2 
  5 CD33 
  6 CD45 
  7 CD58* 
  8 CD66c 
 
  9 CD22 / CD20 
10 CD52 
11   IgG2b 
 
12 CD15 
13 CD65 
14 IgM 
 
15  TdT  / CD10 / CD34 / CD19 
16  TdT  /   cµ    / CD34 / CD19 
17 CD10 /   cµ    / CD34 / CD19 
 

ZWEITE FÄRBUNG: 

         FITC / PE / PerCP / APC 

18 ……………………………… 
19 ……………………………… 
20 ……………………………… 
21 ……………………………… 
22 ……………………………… 
23 ……………………………… 
24 ……………………………… 
25 ……………………………… 
26 ……………………………… 
27 ……………………………… 
 
 

 
 

 

 

 

(* = Isotyp IgG2a) 

Name, Vorname: ……………………………… UPN:  …………………………… 
Geburtsdatum: ……………………………… Proben-Nr. ……………………………  
Diagnose: ……………………………… 
Datum Ersterkrankung: ……………………………… Datum Rezidiv: …………………………… 
  Rezidiv Nr.:  ……… 

Datum der Probenentnahme: ……………………………… 
Probenart:  Knochenmark  Vollblut         EDTA  Heparin 
Datum des Probeneingangs: ……………………………… 

AK-KOMBINATIONEN für das Follow-up: 

 1 ……………………………… 
 2 ……………………………… 
 3 ……………………………… 
 4 ……………………………… 
 5 ……………………………… 
 6 ……………………………… 
 7 ……………………………… 

 8 ……………………………… 

 9 ……………………………… 
 

 
Abb. 8.2: Markerkombinationen für B-ALL-Erstdiagnosen bzw. Rezidive am FACSCalibur 
Extrazelluläre Färbungen sind normal, intrazelluläre unterstrichen und fett formatiert dargestellt. 
 



Anhang 

165 

 
Abb. 8.3: Markerkombinationen für T-ALL-Erstdiagnosen bzw. Rezidive am FACSCalibur 
Extrazelluläre Färbungen sind normal, intrazelluläre unterstrichen und fett formatiert dargestellt. 
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Abb. 8.4: Markerkombinationen für B-ALL-Templates am FACSCalibur 
Extrazelluläre Färbungen sind normal, intrazelluläre unterstrichen und fett formatiert dargestellt. Marker-
reihenfolge wenn nicht näher bezeichnet: FITC/PE/PerCP/APC. 
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Abb. 8.5: Markerkombinationen für B-ALL-Templates am LSR II 
Extrazelluläre Färbungen sind normal, intrazelluläre unterstrichen und fett formatiert dargestellt. 
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