
Aus der Orthopädischen Klinik und Poliklinik Großhadern 

der Ludwig-Maximilians-Universität München 

Direktor: Prof. Dr. med. Dipl.-Ing. Volkmar Jansson 

 

  

 

 

 

 

 

Untersuchung der Sehnenregeneration mittels zellbesiedelter 
(BMSC und MSC) resorbierbarer Scaffolds am 

 Achillessehnenmodell der Ratte 
 

 

 

 

 

Dissertation 

zum Erwerb des Doktorgrades der Medizin 

an der Medizinischen Fakultät der 

Ludwig-Maximilians-Universität zu München 

 

 

 

 

vorgelegt von 

 

Borys Frankewycz 

aus München 

 

2013 

 

 



   

 

Mit Genehmigung der Medizinischen Fakultät 

der Universität München 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Berichterstatter:      Prof. Dr. med. Peter Müller 

 

Mitberichterstatter:     Prof. Dr. med. Hans Hertlein 

           Prof. Dr. med. Riccardo Guinta 

           PD Dr. med. Thomas Grupp 

 

Mitbetreuung durch den 

promovierten Mitarbeiter:  PD Dr. med. Matthias Pietschmann 

 

Dekan:         Prof. Dr. med. Dr.h.c. Maximilian Reiser, FACR, FRCR 

 

Tag der mündlichen Prüfung:   02.05.2013 

 



Inhaltsverzeichnis  i 

 

Inhaltsverzeichnis 

1. Einleitung ........................................................................................... 1 

1.1. Anatomie und Physiologie von Sehnen und Bändern ......................................1 

1.1.1. Embryologie der Sehne.............................................................................1 

1.1.2. Makro- und Mikroskopie der Sehne ..........................................................2 

1.1.3. Zelluläre Bestandteile ...............................................................................3 

1.1.4. Bestandteile der extrazellulären Matrix .....................................................5 

1.1.5. Nährstoffversorgung .................................................................................7 

1.2. Sehnendefekte .................................................................................................7 

1.2.1. Physiologie der natürlichen Sehnenheilung ..............................................8 

1.2.2. Operative Versorgung von Sehnenverletzungen ....................................10 

1.2.2.1. Achillessehnenruptur (ASR).............................................................11 

1.2.2.2. Rotatorenmanschettenruptur (RMR)................................................12 

1.3. Tissue Engineering der Sehne .......................................................................14 

1.3.1. Trägermatrizen........................................................................................16 

1.3.2. Mesenchymale Stammzellen (MSC).......................................................18 

1.3.3. Theorie des mechanischen Einflusses auf die Sehnenbildung ...............21 

2. Aufgabenstellung ............................................................................ 24 

3. Material und Methoden.................................................................... 26 

3.1. Übersicht ........................................................................................................26 

3.2. Vorversuche ...................................................................................................30 

3.2.1. Verifizierung des Stammzellencharakters der MSC................................30 

3.2.1.1. Osteogene Differenzierung..............................................................31 

3.2.1.2. Adipogene Differenzierung ..............................................................31 

3.2.1.3. Chondrogene Differenzierung..........................................................32 

3.2.2. Immunhistologischer Antikörpertest für Ossifikation ...............................32 

3.3. Präoperative Maßnahmen..............................................................................33 

3.3.1. Trägermatrizen........................................................................................33 

3.3.2. Verwendete Zellen ..................................................................................35 

3.3.2.1. Zubereitung der BMSC ....................................................................35 

3.3.2.2. Zubereitung der der MSC ................................................................36 

3.3.2.3. Implantatbesiedelung.......................................................................36 

3.4. Operationen ...................................................................................................38 



Inhaltsverzeichnis  ii 

 

3.4.1. Versuchstiere ..........................................................................................38 

3.4.2. Operatives Vorgehen ..............................................................................38 

3.4.2.1. Operationsverfahren der zellfreien Gruppen....................................40 

3.4.2.2. Operationsverfahren der BMSC-Gruppen........................................40 

3.4.2.3. Operationsverfahren der MSC-Gruppen mit Trägermatrizen...........41 

3.4.2.4. Operationsverfahren der MSC-Gruppen ohne Trägermatrizen........41 

3.5. Auswertungsmethoden ..................................................................................41 

3.5.1. Makroskopische Beurteilung ...................................................................42 

3.5.2. Biomechanische Testung........................................................................42 

3.5.3. Semiquantitativer PCR-Nachweis des Y-Chromosoms ..........................43 

3.5.4. Histologische Auswertung.......................................................................43 

3.5.4.1. Qualitative Beurteilung.....................................................................44 

3.5.4.1.1. Immunhistologischer Nachweis von Osteopontin .....................44 

3.5.4.2. Quantifizierung der Ossifizierungsfläche..........................................44 

3.5.5. TEM der Ultrastruktur..............................................................................45 

3.5.6. Statistische Auswertung..........................................................................45 

4. Ergebnisse ....................................................................................... 46 

4.1. Vorversuche ...................................................................................................46 

4.1.1. Verifizierung des Stammzellcharakters...................................................46 

4.1.1.1. Osteogene Differenzierung..............................................................46 

4.1.1.2. Adipogene Differenzierung ..............................................................47 

4.1.1.3. Chondrogene Differenzierung..........................................................47 

4.1.2. Immunhistologische Antikörpertests für Ossifikation...............................48 

4.2. Präoperative Maßnahmen..............................................................................49 

4.3. Postoperativer Verlauf....................................................................................50 

4.4. Versuchsauswertungen..................................................................................51 

4.4.1. Makroskopische Beurteilung ...................................................................51 

4.4.2. Biomechanische Testung........................................................................52 

4.4.3. Semiquantitativer PCR-Nachweis des Y-Chromosoms ..........................54 

4.4.4. Histologische Auswertung.......................................................................54 

4.4.4.1. Qualitative Beurteilung.....................................................................54 

4.4.4.2. Quantifizierung der Ossifizierung.....................................................61 

4.4.5. Elektronenmikroskopische Beurteilung der Ultrastruktur ........................61 



Inhaltsverzeichnis  iii 

 

5. Diskussion........................................................................................ 70 

5.1. Diskussion der Methoden...............................................................................70 

5.1.1. Vorversuche............................................................................................70 

5.1.2. Versuchsmodell ......................................................................................70 

5.1.3. Verwendete Zellen und Trägermatrizen..................................................72 

5.1.4. Auswertungsmethoden ...........................................................................73 

5.2. Diskussion der Ergebnisse.............................................................................73 

5.2.1. Das critical size defect Modell.................................................................74 

5.2.2. Einfluss der implantierten Trägermatrizen...............................................81 

5.2.3. Einfluss der implantierten Stammzellen ..................................................83 

5.3. Ausblick..........................................................................................................85 

6. Zusammenfassung .......................................................................... 87 

Literaturverzeichnis............................................................................. 89 

Anhang ............................................................................................... 104 

I. Arbeitsprotokolle ..............................................................................................104 

II. Verwendete Substanzen und Nährmedien......................................................114 

III. Verwendete Medikamente..............................................................................115 

IV. Verwendetes chirurgisches Instrumentarium.................................................115 

V. Verbrauchsmaterialien....................................................................................115 

VI. Laborgeräte ...................................................................................................116 

VII. Verwendete Tiere .........................................................................................117 

VIII. Verwendete Software ..................................................................................117 

Abkürzungsverzeichnis .................................................................... 118 

Abbildungsverzeichnis ..................................................................... 120 

Tabellenverzeichnis........................................................................... 120 

Danksagung ....................................................................................... 121 

Publikationen ..................................................................................... 122 



Einleitung  1 

 

1.  Einleitung 

1.1.  Anatomie und Physiologie von Sehnen und Bändern 

Sehnen und Bänder bestehen aus straffem Bindegewebe. Sie stellen das ubiquitäre 

Verbindungsglied zwischen Muskeln und Knochen im Körper dar und übertragen die 

Muskelkraft auf den Knochen überall dort, wo eine Bewegung um mindestens eine 

Achse stattfindet. Dementsprechend formen Knochen, Knorpel und Muskel eine ge-

meinsame funktionelle kinematische Einheit. Bänder und Sehnen haben eine große 

morphologische und funktionelle Ähnlichkeit und bestehen überwiegend aus den 

gleichen biologischen Komponenten. Jedoch unterscheiden sich die Bänder defini-

tionsgemäß von den Sehnen, da sie nicht Muskeln mit Knochen verbinden, sondern 

Knochen mit Knochen1. Ihre vornehmliche Aufgabe besteht in der Stabilisierung von 

Gelenken. Entsprechend finden sich daher zwischen Sehnen und Bändern funktio-

nell bedingte Unterschiede auf histologischem, biochemischem und zellulärem Ni-

veau1-4. 

1.1.1.  Embryologie der Sehne 

Sehnen, Muskeln, Knochen und Knorpel entstehen aus dem Mesenchym – dem lo-

ckeren embryonalen Bindegewebe, welches dem paraxialen Mesoderm entstammt 

und sich beim Menschen in der vierten Embryonalwoche aus den Somiten bildet5. 

Die mesenchymalen Vorläuferzellen (mesenchymale Stammzellen) können sich zu-

nächst noch in verschiedene Zelltypen weiterentwickeln6 und besitzen die Eigen-

schaft, sich im anfänglichen embryonalen Wachstumsprozess umzudifferenzieren7. 

Die embryonale Sehnenentwicklung erfolgt anfangs muskelunabhängig. Für die voll-

ständige Funktions- und Formentfaltung benötigt sie jedoch einen adäquaten me-

chanischen, zuggerichteten Stimulus7,8 – sowohl durch biomechanische Zugbean-

spruchung als auch durch das longitudinale Wachstum des korrespondierenden 

Knochens9. Der genaue physiologische und biochemische Prozess der Differenzie-

rung der Sehnenvorläuferzellen ist noch nicht vollständig geklärt, es ist aber bekannt, 

dass der Transkriptionsfaktor Scleraxis dabei eine wichtige Rolle spielt7,8,10,11. Nach 

Edom-Vovard wird die Sehnenbildung der Extremitäten in drei Phasen eingeteilt, die 

sich jeweils durch den Einfluss der Muskelaktivität unterscheiden12: In der ersten 

Phase (muskelunabhängige Phase) sind bereits spezifische Vorläuferzellen von 
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Muskeln und Sehnen vorhanden. Die Expression von Scleraxis scheint hier vom Ek-

toderm auszugehen. In der sich daran anschließenden Separationsphase trennen 

sich die Sehnenprogenitorzellen von den Muskelprogenitorzellen und gruppieren sich 

zu Inseln – den eigentlichen Anlagelokalisationen des entsprechenden Gewebes. 

Von diesem Zeitpunkt an findet die Kollagenproduktion bei den Sehnenprogenitorzel-

len statt, und die Zellen nehmen ihre charakteristische longitudinale Form zwischen 

dem Netzwerk aus Kollagenfibrillen an. Auch die Superstruktur und Umhüllungsstruk-

turen der Sehne (s. Kap. 1.1.2.) entwickeln sich in dieser Phase9. In der dritten Pha-

se, welche wiederum muskelabhängig verläuft, ist bereits eine Muskel- und Sehnen-

struktur zu erkennen, und die Scleraxisexpression scheint unter dem Einfluss der 

Myozyten zu stehen. Beim Menschen sind bereits in der neunten Embryonalwoche 

die Sehnen als solche zu erkennen und heften sich an das hyaline Perichondrium 

der entsprechenden Knochen13, die ebenfalls autonom entstanden sind. 

1.1.2.  Makro- und Mikroskopie der Sehne 

Die physiologische Aufgabe der Sehnen besteht darin, die vom Muskel ausgeübte 

Kraft über die Knocheninsertion in den jeweiligen Knochen zu leiten und daraus eine 

Bewegung im Gelenk zu ermöglichen14,15. Um diese Funktion gewährleisten zu kön-

nen, müssen die Sehnen sowohl passiv die auf sie einwirkende Zugkräfte exakt auf 

den knöchernen Ansatzpunkt lenken und gleichzeitig diese Zugkräfte durch ihr 

viskoelastisches Eigenverhalten dämpfen können16,17. Biomechanisch sind dabei die 

Konstellation von Muskel- und Sehnendurchmesser sowie deren Position von Ur-

sprung und Ansatz entscheidende Faktoren für die resultierende Bewegungsrichtung 

und das entsprechende Drehmoment18. Somit ergeben sich unterschiedliche Dicken, 

Formen und Querschnittsbilder von Sehnen, die sich je nach Lokalisation unter-

scheiden. Auch der Trainingszustand und die interindividuelle genotypische Veranla-

gung wirkt sich auf die funktionsbedingte Dicke und Länge homologer Sehnen 

aus19,20. Bis auf einige Ausnahmen (z.B. mehrbäuchige Muskeln) geht jede Sehne 

auf der einen Seite in Muskel über (MTJ = myotendinous junction) und auf der ande-

ren Seite in Knochen (OTJ = osteotendinous junction). Analog zu Muskeln haben 

Sehnen einen eigenen hierarchischen Strukturaufbau, der sich in allen Sehnen wie-

derfindet. Zunächst besteht jede Sehne aus mehreren Faserbündeln (Faszikeln), die 

sich wiederum aus mehreren Fibrillen zusammensetzen. Die Fibrillen sind in primä-

ren, sekundären und tertiären Faserbündeln organisiert, die jeweils von Endotendi-
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neum umhüllt werden (s. Abb. 1)21. Jede primäre Sehnenfaser geht am MTJ in eine 

entsprechende Muskelfaser über14, am OTJ strahlen die Kollagenfasern als sog. 

Sharpeyfasern über ein Knorpelbett in den Knochen ein und bilden so eine Veranke-

rung22. Auf diese Weise erfolgt eine kontinuierliche Kraftübertragung auf ultrastruktu-

rellem Niveau, jeder separate Faszikel stellt eine unabhängige Kraft übertragende 

Einheit dar23. Lange Sehnen, z.B. der Extremitäten, haben in der Regel eine parallele 

Faserstruktur, wohingegen die aponeurotischen Sehnenplatten der Rumpfwand eine 

scherengitterartige Schichtung aufweisen, die eine Anpassung an wechselnde Zug-

richtungen ermöglicht14.  

 

 

Abb. 1. Anatomischer Aufbau einer normalen Sehne. Schema aus Sharma et al. 200521 
 

Endo- und Epitendineum bestehen aus lockerem Bindegewebe. Das Endotendineum 

steht nach außen hin über ein retikuläres Netzwerk mit dem Epitendineum in Verbin-

dung und versorgt die Sehne mit Nerven, Blut- und Lymphgefäßen9,24. Sehnen, die 

großen Scherkräften ausgesetzt sind (Beispiel Achillessehne), besitzen über dem   

Epitendineum ein Peritendineum, das die Sehne komplett umgibt und sie bei Ver-

schiebung gegen das umliegende Gewebe schützt25. Auf seiner Innenseite besitzt es 

eine doppellagige Synovialmembran, die Synovialflüssigkeit produziert, um die beim 

Sehnengleiten entstehende Reibung zu reduzieren26.  

1.1.3.  Zelluläre Bestandteile 

Die parenchymalen Zellen von Sehnen und Bändern sind Tenoblasten und Tenozy-

ten, die in einem Gerüst der extrazellulären Matrix liegen (ECM) und untereinander 

über gap junctions an ihren langen Fortsätzen in Verbindung stehen27. Im eigentli-

chen Sinne sind diese Zellen Fibroblasten/-zyten, werden aber in der Literatur im Zu-
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sammenhang mit der Sehne als Tenoblasten/-zyten synonym verwendet9. Te-

noblasten stellen die unreifen Vorläuferzellen der Tenozyten dar und sind vornehm-

lich in der Entwicklungs- und Wachstumsphase vorhanden. Sie produzieren große 

Mengen an Kollagen und anderen Proteinen der ECM (s. Kap. 1.1.4.), um das 

Wachstum der Sehne zu gewährleisten28,29. Tenoblasten weisen daher im Vergleich 

zu Tenozyten ein dickeres Soma und eine noch unregelmäßige Form auf. Sie liegen 

in Clustern vor und sind durch einen hohen Anteil an rER, einen großen Golgi-

Apparat, viele Ribosomen und freie Transportvesikel charakterisiert.  

 

Während des Reifungsprozesses der Sehne verändern sich die Zellen physiologisch 

und morphologisch – so werden die Zellen flacher und länger und richten sich paral-

lel zwischen die von ihnen produzierten Kollagenfibrillen aus28. Die Zellorganellen 

werden zunehmend weniger, und die Zellkerne erstrecken sich über fast das gesam-

te Soma. Während dieser Transformation von Tenoblasten zu Tenozyten wird die 

Syntheseleistung für die ECM-Produktion gedrosselt, das physiologische Turn-over 

der Zellen wird herabreguliert und die Zellfunktion auf einen „Erhaltungsmodus“ um-

gestellt30. Die Zellaktivität der ausgewachsenen Tenozyten spielt weiterhin eine wich-

tige Rolle in der Erhaltung der Konstitution der Sehne31. Kommt es zu einer Sehnen-

verletzung, verändern sich die Zellen phenotypisch – es kommt zu einer pathologi-

schen Matrixsynthese, welche mit einer substanziellen Matrixdegeneration einher-

geht32.  

 

Die reife Sehne ist ein bradytrophes Gewebe und hat beispielsweise einen 7,5 mal 

geringeren Sauerstoffbedarf als der Muskel33. Mit Abschluss der Sehnenreifung ver-

ändert sich der Metabolismus von aerob zu anaerob34. Dieser stark reduzierte Meta-

bolismus ist von großer Bedeutung während Phasen länger dauernder Zugbean-

spruchung und bietet Schutz vor Ischämien26. Andererseits bedeutet die Bra-

dytrophie der Sehnen einen längeren und damit schlechteren Heilungsprozess im 

Vergleich zu anderen Bindegewebsarten26. 

 

Neben dem Zellmetabolismus verändern sich im Laufe des Reifungsprozesses auch 

Zellzahl und Sehnenkonstitution. Ingelmark et al. konnten in Experimenten an der 

Rattenachillessehne nachweisen, dass mit dem Alter das Gewicht der Sehne um das 

Vierfache zunimmt, der Wassergehalt in der Sehne abnimmt, die Querschnittsfläche 
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der Sehne durch Vermehrung der ECM zunimmt und der Zellkern/Volumenquotient 

abnimmt19. Aus den Daten kann weiterhin berechnet werden, dass reife Sehnen ca. 

31,5.103 Zellen pro mm3 Sehnenvolumen haben. Mengenmäßig machen Tenozyten 

90-95% der Zellen in der Sehne aus, die restlichen 5-10% sind Chondrozyten in den 

MTJ und OTJ, Synovialzellen im Peritendineum und Neuronenausläufer sowie Blut-

gefäßzellen in den retikulären Netzwerken29. 

1.1.4.  Bestandteile der extrazellulären Matrix 

Die ECM der Sehne bildet wie bei Knochen und Knorpel den azellulären Raum, der 

eine wichtige Rolle in der Morphogenese sowie Funktionsspezifität des jeweiligen 

Gewebes spielt. Neben der Erhaltung von Form und Funktion eines Organs spielt die 

ECM auch eine wichtige Rolle in der embryonalen Entwicklung, im Wachstum sowie 

in der Wundheilung35. Der biomechanischen Funktion entsprechend sind auch Zu-

sammensetzung und Struktur der ECM konzipiert:  

 

Der molekulare Hauptbestandteil der nativen Sehne ist Kollagen I, das ungefähr 95% 

aller Kollagen-Typen und 65-80% des Trockengewebes der Sehne ausmacht36,37. 

Kollagen wird zunächst intrazellulär im rER in Form von löslichen Prokollagen-

Polypetidketten synthetisiert, die nach Hydroxylierung und Glykolisierung zu je drei 

Stück zu einem Prokollagen-Molekül spiralförmig zusammengelagert werden. Beim 

Kollagen I besteht die Tripelhelix aus zwei identischen α1(I)-Ketten und einer α2(I)-

Kette. Während und nach der Exozytose werden die terminalen Peptide abgespalten, 

und es entstehen unlösliche Tropokollagenmoleküle von 280 nm Länge und 1,5 nm 

Dicke38-40. Die spontane, sich wiederholende extrazelluläre laterale Aggregation die-

ser Mikrofibrillen, bei denen jedes der Tropokollagenmoleküle um ein Viertel seiner 

Länge zu seinem Nachbarn verschoben ist, führt zu einer charakteristischen, regel-

mäßigen und elektronenmikroskopisch sichtbaren Streifenbildung der Kollagenfibril-

len36. Dabei sind die einzelnen Moleküle so angeordnet, dass sie untereinander in la-

teraler Anordnung kovalente Bindungen über H-Brücken bilden14,41. Die charakteristi-

sche Streifung wird D-Periode genannt und ist typischerweise 67 nm lang39. Die Kol-

lagenfibrillen vom Typ I haben einen Durchmesser von 20 bis 150 nm36. Sie lagern 

sich im Sehnengewebe parallel zur Zugrichtung an und bilden die primären Faser-

bündel, die lichtmikroskopisch sichtbar sind (s. Abb. 1). Infolge der lateralen Polyme-

risierung der Tropokollagene und der parallelen Anordnung der einzelnen Fibrillen 
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kann die starke Zugfestigkeit der Sehne erreicht werden. Dabei erfolgt die Kraftüber-

tragung bereits auf dem Niveau jeder einzelnen Kollagenfibrille42. In belastungsfrei-

em Zustand liegen die Kollagenfibrillen in paralleler wellenförmiger Ausrichtung vor, 

bei Dehnung werden sie auseinander gezogen, wobei die Dehnenergie in den flexib-

len Abschnitten der Kollagenfibrillen gespeichert werden kann36,43. 

 

Andere Kollagen-Typen sind in wesentlich kleineren Mengen in der Sehne vorhan-

den. Kollagen III ist als Baukomponente im Endo-, Epi- und Paratendineum vorhan-

den und spielt für die Reparaturmechanismen eine Rolle (s. Kap. 1.2.1.)44. Es be-

steht im Vergleich zu Kollagen I aus vergleichsweise locker verwobenen Fibrillen und 

hat daher nicht so straffe Eigenschaften wie Kollagen I45. Kollagen V bildet während 

der Fibrillogenese und im Wachstum ein Co-Polymer mit Kollagen I und regelt den 

Fibrillendurchmesser46,47. 

 

Elastin macht ungefähr 2% der Trockenmasse der Sehne aus und besteht aus ein-

zelnen hydrophoben Tropoelastinmolekülen38,40. Durch die Quervernetzungen des 

Elastins zu den benachbarten Kollagenstrukturen trägt es vermutlich dazu bei, dass 

die gespannten Kollagenfasern in ihre Ausgangslage gebracht werden44,48. In der 

Heilungsphase ist Elastin kaum vorhanden38. 

 

Proteoglykane sind Makromoleküle, die aus einem Kernprotein bestehen, an dem 

mehrere Glukosaminoglykanketten angehängt sind. Durch die vielen negativen La-

dungen sind sie streng hydrophil und ermöglichen eine schnelle Diffusion von was-

serlöslichen Molekülen sowie Migration von Zellen29. Proteoglykane lagern sich in 

den Tropokollagenlücken an und beeinflussen die gegenseitigen Interaktionen zwi-

schen Zellen und Fibrillen. Des Weiteren regeln sie die lineare und laterale Ausbrei-

tung der Kollagenfibrillen während der Fibrillogenese49,50. Das häufigste Proteogly-

kan in der Sehne ist Decorin, andere wichtige Vertreter sind Aggrecan und Versikan, 

die zur Gruppe der großen Proteoglykane gehören und die biomechanischen Eigen-

schaften gegen die einwirkenden Scheer- und Druckkräfte verbessern51. 

 

Weitere Bestandteile der ECM sind adhäsive Glykoproteine wie Fibronektin und 

Thrombospondin, die eine Rolle in der zellulären Adhäsion und Migration spielen. 
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Außerdem sind sie bei verschiedenen Prozessen in der Wundheilung beteiligt, wie 

bei der Primärbrückenbildung und Kollagen-III-Organisation38,52. 

1.1.5.  Nährstoffversorgung 

Die Blutversorgung erfolgt über das retikuläre Netzwerk aus Epi- und Peritendineum 

in das Endotendineum sowie aus der Synovialmembran, der MTJ und OTJ53. Von 

dort aus erfolgt die Nahrungsaufnahme in die avaskulären Sehnenfasern über Diffu-

sion54 sowie möglicherweise über interzelluläre gap junctions27. Bei der Achillesseh-

ne werden der proximale und der distale Teil über Äste aus der A. tibialis posterior 

und der mittlere Teil aus der A. fibularis versorgt. Dabei trägt die A. tibialis posterior 

den größeren Anteil bei. Der mittlere Teil bildet anatomisch eine Art Drosselareal 

zwischen den beiden Versorgungsgebieten und ist damit hypovaskularisiert55. Die 

verminderte Blutversorgung reduziert die Heilungskapazität und kann in einer pro-

gressiven Degeneration resultieren. Somit bildet der mittlere Teil die Zone der größ-

ten Rupturanfälligkeit55. 

1.2.  Sehnendefekte 

Sehnen- und Bandverletzungen kommen gehäuft im Rahmen von Sportunfällen     

(Überlastungsrupturen), Haushalts- oder Arbeitsunfällen (Schnittverletzungen), aber 

auch bei chronischen Tendinopathien vor21,56. Die Überlastungsschäden von Sehnen 

machen laut Kannus et al. 30-50% aller Sportunfälle aus57. Pathophysiologisch 

scheinen bei den Spontanrupturen latente extrinsische und intrinsische Ereignisse 

die wesentliche Rolle zu spielen, die kumulativ zu einer histologisch sichtbaren De-

generation der Sehne führen58-60. Bei der Rotatorenmanschettenruptur (RMR) findet 

man anamnestisch oftmals eine Tendinosis calcarea oder ein akromiales Impinge-

ment61-63, und bei der Achillessehnenruptur Überbeanspruchung, ungenügenden 

Trainingszustand oder Kortikosteroid- und Fluoroquinolonantibiotikaeinnahme64-67. 

Die degenerativen Veränderungen führen zu einer biomechanischen Minderung der 

Reißkraft sowie zur Schwächung der Muskel-Sehnen-Einheit, was letztendlich bei 

wiederholter Überbeanspruchung und Überdehnung zur Ruptur führen kann57,68. 
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1.2.1.  Physiologie der natürlichen Sehnenheilung 

Bei Rupturen oder scharfen Inzisionen von Sehnen werden die ultrastrukturellen 

Faszikeleinheiten geschädigt. Es kommt es zu einer autogenen Defektheilung, die in 

einer bindegewebigen Narbenbildung resultiert44. Im Allgemeinen dauert die Heilung 

von Verletzungen an Sehnen und Bändern sehr lange, und nur selten wird der ur-

sprüngliche funktionelle Zustand durch das entstandene Narbengewebe erreicht. 

Wichtige Grundvoraussetzung für eine optimale Sehnenheilung ist erstens eine aus-

reichende Adaptation, da bei mangelnder Kontinuität des Sehnenverlaufes die Seh-

nenstümpfe mit dem umliegenden Bindegewebe vernarben können, oder es gehäuft 

zur Reruptur kommt69. Gelberman et al. haben nachgewiesen, dass bei operativ      

adaptierten Defekten von einer Länge > 3 mm das Resultat erheblich schlechter aus-

fällt, da es zu einer signifikant erniedrigten Steifigkeit und erhöhten Dehnung der 

Sehnen kommt70. Zweitens ist die Aufrechterhaltung des Gleitmechanismus zwi-

schen Sehne und den umliegenden Strukturen erforderlich, um die Bildung von Ad-

häsionen zu vermeiden44,71. 

 

Die autogene Heilung der Sehne erfolgt in drei aufeinander folgenden und sich teil-

weise überlappenden Schritten21, wobei die Heilung sowohl intrinsischen als auch 

extrinsischen Faktoren unterliegt72. Unmittelbar nach der Defektentstehung wandern 

aus den lädierten Blutgefäßen Erythrozyten, neutrophile Granulozyten, andere Ent-

zündungszellen sowie Monozyten und Makrophagen in das verletzte Gebiet ein. In 

dieser inflammatorischen Phase findet innerhalb der ersten 24 Stunden hauptsäch-

lich Phagozytose des Hämatoms und des nekrotischen Gewebes statt. Durch Sekre-

tion von vasoaktiven und chemoattraktiven Mediatoren (IGF-1, TGF-β 1, PDGF, 

VEGF)73-76 kommt es zu Vasodilatation, Chemoattraktion von weiteren Entzündungs-

zellen und angiogenetischer Aktivität, die zwischen dem siebten und zehnten Tag ihr 

Maximum erreicht77. Durch Freisetzung von Kollagenasen und Metalloproteinasen 

wird im defekten Gewebe Raum geschaffen für die nachfolgende Regenerationspha-

se52, die auch als fibroblastische78 oder proliferative Phase44 bezeichnet wird und 

nach ein bis zwei Wochen beginnt. Die Freisetzung von PDGF und TGF-beta-1 be-

wirkt neben der Chemoattraktion auch eine Fibroblastenstimulierung79, die sowohl 

aus dem benachbarten Sehnengewebe (Tenozyten) als auch aus dem perivaskulä-

ren Gewebe (Fibroblasten und Fibrozyten) einwandern und neben Proteoglykanen 

und Kollagenen vorwiegend Kollagen III produzieren80-82. Kollagen III bildet multilate-
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ral Kovalentbindungen über Disulfidbrücken und kann dadurch in dieser Heilungs-

phase eine zügige Stabilisierung des Matrixgerüstes bewirken83. Nach ca. zwei bis 

vier Wochen sind bei ausreichender Adaptation die Stümpfe durch eine fibröse Brü-

cke verschmolzen, und nach vier bis sechs Wochen ist das regenerierte Gewebe 

reich an Wasser und ECM-Komponenten. Die Ultrastruktur zeigt zu diesem Zeitpunkt 

noch keine einheitliche Ausrichtung, die Kollagen I Fasern stehen noch senkrecht zu 

der Zugrichtung der Sehne81. Nach sechs bis acht Wochen beginnt die Umfor-

mungsphase, die nach Tillmann et al.84 in eine Konsolidierungs- und eine Reifungs-

phase unterteilt werden kann. In der Konsolidierungsphase erfolgt der Übergang von 

überwiegend von Zellen dominiertem Gewebe in fibröses, zellärmeres Gewebe. Da-

bei nimmt die Produktion von Matrixproteinen und Kollagen III ab, und es wird vor-

wiegend Kollagen I produziert. Die ECM-Struktur wird umgebaut, die Kollagenfasern 

verändern ihre Ausrichtung entsprechend der Zugrichtung45. Nach ca. zehn Wochen 

wird die Reifungsphase eingeleitet, in der das fibröse Gewebe in paralleles narbiges 

Gewebe umgeformt wird52. Nach ca. 16 Wochen sind die Kollagenfasern in longitudi-

naler Richtung parallel angeordnet, und es finden sich nur noch stellenweise kleine 

Nekroseareale85. Die Reifungsphase kann anschließend bis zu einem Jahr dauern21. 

 

 

Abb. 2. Biologische Sequenz der Sehnenheilung. Die Skizze zeigt die inflammatorische Phase (a), die 
Regenerationsphase (b) und die Umformungsphase (c); Erläuterungen s. Text. Schema aus 
Strickland et al. 200086 

a b 

c
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1.2.2.  Operative Versorgung von Sehnenverletzungen  

In der Orthopädie und Traumatologie spielen Rupturen von Sehnen und Bändern ei-

ne wesentliche Rolle. Dabei zeigen konservativ therapierte Rupturen einiger Sehnen 

und Bänder (wie z.B. der Bandapparat am unteren Sprunggelenk87 oder die isolierte 

Seitenbandruptur III. Grades88) kein schlechteres Outcome im Vergleich zur Operati-

on, andere hingegen profitieren enorm von der operativen Versorgung. So bilden o-

perierte Achillessehnen einen günstigeren Kollagen-Kallus, um die starke Kraftbean-

spruchung wieder tolerieren zu können89 und haben eine signifikant kleinere Rerup-

turrate im Vergleich zu nicht operierten Rupturen90. Eine Teilruptur kann im Allge-

meinen als vorteilhaft gegenüber einer Totalruptur angesehen werden, da sich die 

Stümpfe nicht zurückziehen und leichter wieder zusammenwachsen können. Dabei 

sind im Verlauf auch funktionelle Defizite weniger stark ausgeprägt91.  

 

Scharfe Inzisionen von Sehnen, die vor allem Gegenstand der Handchirurgie sind, 

werden mit primären Sehnennahttechniken behandelt86. Je nach Sehnendicke, Seh-

nenquerschnitt, Durchtrennungswinkel, Stumpfzustand und Sehnenlokalisation wer-

den die Sehnenstümpfe dementsprechend adaptiert und lückenlos zusammenge-

näht72,92. Eine Überbrückung bzw. Lückenfüllung ist dabei in der Regel nicht notwen-

dig, die Sehne heilt in drei Viertel der Fälle mit guten bzw. sehr guten Ergebnissen 

aus93.  

 

Bei schwerwiegenden Rupturen von großen Sehnen und Bändern ist aufgrund einer 

starken Lädierung der Sehnenstümpfe oder einem vergrößertem Stumpfabstand die 

Primärnaht oft unzureichend. Es kann zu Funktionsverlust oder Instabilität von Ge-

lenken kommen, daher ist oftmals eine erweiterte operative Versorgung mit 

Grafttransplantation notwendig. In der operativen Sehnentherapie finden sowohl au-

tologe als auch allogene und xenogene Transplantate ihre Anwendung94. Die unter-

schiedlichen Grafttypen haben ihre jeweiligen Vor- und Nachteile und werden dem-

entsprechend abhängig von Sehnentyp, Verletzungsmuster und klinischen Erfahrun-

gen eingesetzt. Autologe Grafts können zu Schmerzen und Funktionsverlust auf der 

Donor-Seite führen und erfordern oftmals einen zweiten operativen Zugang für die 

Graftentnahme95. Sie werden vor allem bei der Versorgung vom vorderen Kreuzband 

verwendet: Die zwei Goldstandards sind weltweit die sog. Brückner Plastik96 (mit ei-

nem autologen Knochenblock-Sehnentransplantat aus der mittleren Patellasehne) 
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sowie die autologe Transplantation der sog. Hamstringsehnen, (i.d.R. m. semitendi-

nosus oder m. gracilis)97. Die beiden Methoden werden i.d.R. arthroskopisch mit ver-

gleichbaren guten bis sehr guten Ergebnissen durchgeführt98-103. Allografts haben 

sich als Forschungsobjekt in vielen Ländern nicht durchsetzen können, da aufgrund 

der schwierigen Sterilisationsmethode zum einen ein Restrisiko an Erregerübertra-

gung besteht und zum anderen die Graftqualität darunter leidet95. Eine weitaus 

schwerwiegendere Komplikation ist die Immunreaktion im Sinne einer Host-versus-

Graft-Reaktion, bei der das Implantat vom Empfänger abgestoßen wird und es zu ei-

nem Funktionsverlust kommt104. Xenotransplantate werden therapeutisch bisher nur 

im Rahmen von klinischen Studien eingesetzt. Die sog. Bioscaffolds sind im Wesent-

lichen Kollagenmatrizen, die entweder aus dermalem, pericardialem oder submukö-

sem Gewebe tierischen Ursprungs hergestellt werden94. Aufgrund der aufwendigen 

Produktion, Verarbeitung und Sterilisation sowie einer noch sehr jungen For-

schungsdomäne haben Xenotransplantate bisher keine breite klinische Anwendung 

gefunden. 

 

Eine adäquate Physiotherapie unter Schmerzniveau mit begleitender antiphlogisti-

scher Therapie gehört zum elementaren Bestandteil im Gesamtkonzept einer optima-

len Sehnenregenerationstherapie105,106. In Tierversuchen konnte gezeigt werden, 

dass frühmobilisierte Sehnen ein besseres Outcome haben107,108 und auch neurogen 

die Heilung verbessert wird109,110. Heutzutage wird im Rahmen der Physiotherapie 

eine frühe, sehnenspezifisch optimierte Mobilisierung nach entsprechenden Protokol-

len ab dem ersten Tag p.o. empfohlen, bei der vor allem junge Patienten vom Mus-

kelaufbau der gelenkspezifischen Muskeln profitieren111-114 und den Heilungsprozess 

aktiv fördern105,115. Dadurch kann eine frühere Wiedereingliederung in den Alltag und 

eine geringere Muskelatrophie erzielt werden107. 

1.2.2.1.  Achillessehnenruptur (ASR) 

Die Achillessehnenruptur stellt die häufigste Sehnenruptur der unteren Extremität 

und 20% aller Sehnenrupturen116 dar. Die komplexe Anatomie – die Überspannung 

der Muskel-Sehnen-Einheit über drei Gelenke (Knie, OSG, USG) – macht sie anfälli-

ger für Spontanrupturen im Vergleich zu Sehnen, die nur über ein Gelenk gehen117. 

Die häufigste Form der ASR ist die subkutane Komplettruptur in der Sehnenmitte55,66. 

Der operative Goldstandard in Deutschland ist die offene Nahttechnik nach Kirch-
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mayr-Kessler, bei der die Sehnenstümpfe bei Plantarflexionsstellung unter leichter 

Spannung im Sinne einer End-zu-End-Anastomose adaptiert werden118,119. Versor-

gung mit synthetischen Grafts oder Allografts haben einen niedrigen Evidenzgrad 

und haben im klinischen Alltag keine Anwendung gefunden120. Eine Alternative bie-

ten die perkutanen Operationen, die aufgrund des minimalinvasiven Zugangs ein ge-

ringeres Risiko für Weichteilschäden und Wundheilungsstörungen haben, aber höhe-

re Rerupturraten und ein erhöhtes Risiko der Suralislähmung aufweisen64,121-123. Bei 

strenger Indikationsstellung kann eine konservative Therapie mittels einer Achilles-

sehnenentlastungsorthese erfolgen, bei der Dorsalextension und Torsionsbewegun-

gen vermieden und die Plantarflexion reguliert werden können, um ein adäquates 

Zusammenwachsen zu gewährleisten124-126. 

1.2.2.2.  Rotatorenmanschettenruptur (RMR) 

Eine besondere Sehnenverletzung stellt die RMR dar, bei der aufgrund der Anatomie 

oftmals mehrere Sehnen gleichzeitig betroffen sein können, da die Rotatorenman-

schette eine funktionelle Einheit aus vier verschiedenen Sehnen bildet (m. supraspi-

natus, m. infraspinatus, m. subscapularis, m. teres minor)127. Die Prävalenz der RMR 

wird mit 5–39% angegeben128 und ist bei Überkopf- und Wurfsportlern erhöht129. Man 

unterscheidet dabei zwischen einer Partial- und einer Totalruptur. Bei der RMR-

Therapie stellt die frühe operative Versorgung das Mittel der Wahl dar; vor allem bei 

jungen Menschen, die einen baldigen und effizienten Einsatz des Schultergelenks 

benötigen, ist eine Operation anzeigt. Die Indikation für konservative Therapie kann 

individuell bei über 60-jährigen, symptomarmen oder inaktiven und non-complianten 

Patienten gestellt werden, in seltenen Fällen auch bei begleitender Tendinitis oder 

Bursitis130,131. Das wesentliche Ziel der RMR-Therapie sind die Instandsetzung der 

Kraftvektoren der Schultermuskulatur und die damit verbundene Wiederherstellung 

des Rotationszentrums132,133. Die operativen Maßnahmen beinhalten je nach Erfor-

dernis Debridement, Akromionplastik, Tuberkuloplastik und Wiederherstellung der 

Manschette131. Diese können arthroskopisch, arthroskopisch-assistiert als sog. „mini-

open Operation“134
 oder offen erfolgen. Dabei führt die alleinige Dekompression zu 

schlechteren Ergebnissen, deshalb sollte in jeder Operation die komplette Wieder-

herstellung der Sehnenkontinuität angestrebt werden128,135,136. Bei großen L- oder U-

förmigen Rupturen kann laut Burkhardt ein partieller Verschluss erfolgen, wenn die 

Annäherung und Fixierung des sog. „rotator cables“ – einer Verdickung am MTJ – 
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möglich ist137,138. Bei längsgerichteten Rupturen kann die Sehnennaht mit unter-

schiedlichen Methoden erfolgen, dabei sollte die Naht immer spannungsfrei angelegt 

werden, um die Zugfunktion der Sehne nicht zu behindern139. Den größten Einfluss-

faktor auf ein positives Outcome scheint der Retraktionsabstand der Sehnenstümpfe 

zu haben140,141. Massive RMR wiesen im letzten Jahrzehnt immer noch Rerupturra-

ten zwischen 21% und 94% auf142,143. Bei massiven RMR, bei denen ein kompletter 

primärer Verschluss der Ursprungssehne nicht möglich ist, werden zum Teil offene 

Muskel-/Sehnentransfers durchgeführt, und zum Teil synthetische oder biologische 

Grafts127,139 eingesetzt. Beim autologen Sehnentransfer werden verbleibende Anteile 

der Supraspinatus- und Infraspinatussehne oder die lange Bizepssehne eingesetzt, 

es können aber auch Muskelflaps (von m. deltoideus, m. latissimus dorsi, m. pectora-

lis major und anderen) als Verbindungsglieder dienen127,139. Einige spezialisierte 

Zentren bevorzugen seit einigen Jahren die Anwendung von allogenen Transplanta-

ten um die donorseitige Morbidität zu minimieren. Mit moderneren und besseren Ste-

rilisationsmethoden kann ein breiterer Einsatz von Allotransplantaten ermöglicht wer-

den (Materialgewinnung aus Achilles- oder Patellasehne); die Ergebnisse scheinen 

im Vergleich zu autogenen Transplantaten gleichwertig zu sein144-146. 

 

Die arthroskopische Operation hat im Vergleich zur offenen Operation neben den ge-

ringeren Weichteilschäden und Wundheilungsstörungen den Vorteil, dass der m. del-

toideus für den Zugang nicht gespalten werden muss und der Gelenkspalt von innen 

betrachtet werden kann147. Obwohl in den letzen Jahren enorme Fortschritte in der 

arthroskopischen Operationstechnik gemacht wurden, ist die Evidenzlage zur Vor-

teilhaftigkeit arthroskopischer bzw. arthroskopisch assistierter mini-open Methoden 

gegenüber offener Operationstechniken nicht endgültig geklärt148. Es gibt zwar Hin-

weise, dass die arthroskopische Operation hinsichtlich der Funktion ein besseres mit-

telfristiges Outcome hat149, Langzeitergebnisse liegen jedoch nicht vor. Laut einer 

Studie von Lüring et al.150 wurden an deutschen Kliniken zwischen November und 

Dezember 2005 von 11.622 Patienten noch 78,2% offen operiert. Beim arthroskopi-

schen Verfahren sind transossäre Nahttechniken kaum möglich, deshalb werden die 

i.d.R. nichtresorbierbaren dicken Fäden mittels Fadenankern mit Metall- und Titan-

gewinde sowie bioresorbierbaren Verankerungen in den Knochen befestigt151,152. Die 

Sehnen-Knochen-Verankerung zwischen Rotatorenmanschette und den Femurkopf 

spielt eine entscheidende Rolle bei der Sehnenrefixation149. Neben dieser kritischen 
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Stelle sind auch die Sehnen-Naht sowie das schwache Narbengewebe typische 

postoperative Schwachpunke. Ist die Sehnenrefixation nicht möglich, kann versucht 

werden, die Defekte mit der langen Bizepssehne zu überbrücken. Auch kommen 

dermale Allografts, dermale Xenografts sowie Xenografts aus schweinischer Dünn-

darmsubmukosa (SIS) zum Einsatz, die über den Defekt genäht werden153. Die Er-

gebnisse hierzu fallen in den bisherigen Studien sehr unterschiedlich aus127,147,154,155. 

GraftJacket® hat in den USA als einziges Implantat eine Zulassung für On-Label An-

wendungen für massive RMR und zeigt bisher sehr gute mittelfristige Ergebnis-

se156,157. Langzeitergebnisse der verschiedenen Graftmethoden stehen noch aus104. 

Eine optimale Therapiemethode mit vollständiger Ausheilung wurde bisher nicht ent-

wickelt – die Behandlung der massiven RMR stellt weiterhin eine Herausforderung 

für Operateure und Materialforscher dar127,158. 

1.3.  Tissue Engineering der Sehne 

Die oben genannten Therapiemöglichkeiten – die primäre Naht sowie die Verwen-

dung von Auto- und Allografts – stellen die heutzutage bestmögliche Versorgung dar. 

Dennoch bleiben die Bestrebungen einer Optimalversorgung im Sinne einer restitutio 

ad integrum oftmals unerfüllt: Das vernarbte Sehnengewebe kann nicht immer die 

ursprüngliche Zugkraft aufbringen, es kommt zur Reruptur oder operationsbedingten 

restriktiven Adhäsionen159.  

 

Seit einigen Jahren befasst sich das Tissue Engineering mit der künstlichen Herstel-

lung von hochdifferenziertem Gewebe ex-vivo, das nach optimierter Struktur- und 

Funktionsmodifikation geschädigtes Gewebe ersetzen bzw. Heilungsprozesse 

verbessern soll160. Im Kontext der Sehnentherapie erhofft man sich vom Tissue En-

gineering optimierte Behandlungsmöglichkeiten von Sehnenrupturen161. Durch eine 

künstlich hergestellte, optimierte Sehne könnten die oben genannten Nachteile der 

Allo- und Autotransplantation gemieden werden: Ein bereits fertig hergestelltes Im-

plantat würde sowohl die Qualitäten einer vollwertigen Sehne besitzen, um einer ma-

ximalen Zugkraft widerstehen zu können, als auch das Problem des donorseitigen 

Defekts umgehen159,161. In anderen Fachbereichen des Tissue Engineering, z.B. bei 

der Herstellung von Haut, Blase und Knochen, wurden bereits große Fortschritte 

gemacht und morphologisch wie physiologisch hochwertige Korrelate geschaffen, die 

in klinischen Studien oder gar im klinischen Alltag ihre Anwendung finden162-165. 
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Die Verfahrensweisen des Tissue Engineering beinhalten drei Arbeitsansätze (s. 

Abb. 3)160,166,167: (I) die Isolierung der entsprechenden Zellen/Zelltypen, (II) die Her-

stellung der idealen Trägermatrize (engl.: Scaffold) und (III) die Induktion bzw. Stimu-

lation der entsprechenden Zellaktivität zur Produktion der gewünschten Zell- und 

Gewebefunktion mittels cytochemischer oder mechanischer Reize oder genetischer 

Manipulation. 

 

 

Abb. 3. Arbeitsansätze des Tissue Engineering. Schema aus Khademhosseini et al. 2006168 
 

Die Herstellung von Gewebe in-vitro kann durch in-vivo Verfahren erweitert werden. 

So kann zum Beispiel die Reifung einer vorgefertigten Biomatrix im Tierversuch er-

folgen oder direkt im Defektgebiet abgeschlossen werden. In der Forschung der 

Knochen- und Knorpelregeneration wurde deutlich, dass bei in-vitro Versuchen der 

experimentelle Vorhersagewert oft begrenzt ist, da die Zell-Zell- und Zell-

Materialoberflächen-Interaktionen nicht der in-vivo Konstellation entsprechen. Auch 

andere Umweltfaktoren, wie die Nährstoffversorgung, die natürliche Zelldichte sowie 

der mechanische Reiz können nicht exakt simuliert werden169. Die in-vivo Forschung 

im Tierversuch ist aufgrund von Artenunterschieden und den individuellen Gegeben-

heiten nicht immer mit der klinischen Situation übereinstimmend, dennoch liefert sie 

einen besseren Vorhersagewert als in-vitro Versuche169. 
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1.3.1.  Trägermatrizen 

Auf der Suche nach der optimalen Trägermatrize wird eine Reihe von Materialien er-

forscht. Das Scaffold hat die Aufgabe, zum einen den Sehnendefekt strukturell und 

mechanisch zu überbrücken und zum anderen den Heilungsprozess durch Stimulati-

on der Angiogenese und Zellmigration/-proliferation zu fördern94. Sie sollte idealer-

weise zu einem adäquaten dreidimensionalen Mikrogeflecht verarbeitet werden kön-

nen, um sowohl eine Adhäsion der Zellen zu ermöglichen, als auch den nötigen 

Nährstoff- und Metabolitentransport zu gewährleisten. Das Matrixgerüst sollte die Er-

zeugung der ECM nicht behindern oder idealerweise als Grundsubstrat dienen. Bei 

der Konzeption sollten auch Fragen nach systemischen oder lokalen Nebenwirkun-

gen bedacht werden, genauso wie der nachhaltige Funktionserhalt, was erst nach 

jahrelanger Beobachtung möglich ist. Nach Liu et al.161 sollte die ideale Trägermatri-

ze folgende Eigenschaften besitzen: (i) Biodegradabilität mit steuerbarer Abbaurate, 

(ii) Biokompatibilität vor, während und nach dem Abbau, (iii) starke mechanische Ei-

genschaften und Beibehaltung der mechanischen Kraft während der Gewebsregene-

ration, (iv) Biofunktionalität, d.h. die Fähigkeit, die Zellproliferation und -differenzie-

rung sowie ECM-Sekretion und Gewebsbildung zu aufrechtzuerhalten und (v) Pro-

zessibilität, d.h. die Fähigkeit, die gewünschte Mikrostruktur und Form (z.B. gewebt 

oder geknüpft) anzunehmen. 

 

Bei der Herstellung unterscheidet man biologische Substanzen (Bioscaffolds) von 

synthetischen. Die ECM – sowohl tierischen als auch menschlichen Ursprungs – bie-

tet sich als Grundsubstrat besonders gut an, da sie im Zielgewebe physiologisch 

vorhanden ist und die notwendigen Wachstumsfaktoren beinhaltet170. Die Produktion 

von ECM-Matrizen ist aufgrund der aufwendigen Prozessierung sehr kostspielig. Die 

Entnahme- und Sterilisationsverfahren, bei denen vor allem Viren schwer zu dekon-

taminieren sind, sind sehr aufwendig. Eine besondere Herausforderung stellt dabei 

die Aufgabe dar, alle Zellen und pathogenen Keime samt deren Oberflächenproteine 

zu entfernen, dabei sollten die Struktur der ECM und die Wachstumsfaktoren nicht 

beschädigt werden170. Synthetisch hergestellte Scaffolds haben den Vorteil, dass sie 

keine Mikroorganismen tragen und deswegen keine aufwendigen Reinigungsprozes-

se benötigen. Sie werden durch spezifische thermische und chemische Prozesse in 

die gewünschte Mikrostruktur, Form und Länge gebracht171. Die strukturelle Stabilität 

und optimierte mechanische Belastungsfähigkeit kann sowohl bei Bioscaffolds als 
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auch bei den synthetischen Polymeren durch Quervernetzung der Fibrillen erreicht 

werden170,172. Die üblichen Sterilisationsverfahren sind Bestrahlung durch Gamma-

strahlen und Gassterilisation mittels Ethylenoxid, die je nach Material bevorzugt ein-

gesetzt werden können170-172. Das fertige Scaffold sollte entweder als Prothese ein-

gesetzt werden oder die heilende Sehne stützend entlasten173. Bei der Implantation 

stellt die Verankerung der Trägermatrizen im vitalen Gewebe eine besondere 

Schwierigkeit dar – sie sollen über einen bestimmtem Zeitraum die Zugbelastung der 

heilenden Sehne übernehmen, bis der Heilungsprozess abgeschlossen ist95. In die-

sem Sinne ist das Konzept der Verankerung bereits im Konstruktionsprozess zu in-

tegrieren. Die Implantate unterscheiden sich bezüglich ihrer biologischen, physikali-

schen und chemischen Eigenschaften von Hersteller zu Hersteller sowie von Modell 

zu Modell und bieten deshalb ein sehr breites Forschungsfeld170,173.  

 

Zu den am häufigsten erforschten Materialgruppen zählen die synthetischen Polyes-

ter Polymilchsäure (PLA) und Polyglycolsäure (PGA) sowie die biologischen Kolla-

genderivate161. Verschiede Arbeitsgruppen konnten bereits nachweisen, dass PGA 

sich als Substrat für Sehnenbildung eignet. PGA-Scaffolds, besiedelt mit Tenozyten 

bzw. Fibroblasten, konnten sowohl in-vitro als auch in-vivo im Tiermodell erfolgreich 

makro- und mikroskopisch nachweisbares Sehnengewebe generieren174-177. ECM-

Implantate wurden erfolgreich in mehreren Studien in der Sehnentherapie einge-

setzt156,157,178. Die Scaffolds organischen Ursprungs werden aus menschlicher und 

tierischer Dermis, menschlicher Dura mater, Submukosa des Dünndarms vom 

Schwein (SIS = small intestine submucosa) und isoliertem Kollagen I hergestellt173. 

SIS wurde in mehreren Studien zur RMR eingesetzt, die Ergebnisse fallen mit unter-

schiedlichem Erfolg aus179-182. Bei Xenotransplantaten vom Schwein scheinen uner-

wünschte Immunantworten gehäuft aufzutreten – in einigen Studien traten Verkapse-

lungsraten183,184 und akute Abstoßungsreaktionen185,186 gehäuft auf. Isoliertes Kolla-

gen I – der Hauptbestandteil der ECM der nativen Sehne – bietet sich als Grundsub-

strat für das Tissue Engineering der Sehne besonders gut an. Es kann aus humanen 

und bovinen Sehnen gewonnen und zu Bioscaffolds verarbeitet werden173. Diese 

sind sehr biokompatibel und weisen eine höhere Biofunktionalität als Polyester auf, 

indem sie Zellen leichter anhaften lassen und ihre Proliferation begünstigen161. In der 

in-vivo Forschung konnten Awad et al. in Versuchen zeigen, dass Scaffolds aus Kol-

lagen-Gel, besiedelt mit MSC, eine signifikant höhere Reißkraft haben als die unbe-
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handelte Kontrollgruppe187. Dabei wurde ein Partialdefekt – ein zentraler Fensterde-

fekt, ähnlich wie bei der Entnahme des zentralen Patellasehnenteils für die Brück-

nerplastik – in die Patellasehne von Kaninchen gesetzt und mit dem entsprechenden 

Implantat gefüllt; bei der Kontrollgruppe heilte der Defekt ohne jegliche Füllung. Es 

konnten eine verbesserte funktionelle Regenerationsfähigkeit und histologisch ein 

abgeschlossener Heilungsprozess der Sehne sowie bessere biomechanische Eigen-

schaften gezeigt werden187. 

1.3.2.  Mesenchymale Stammzellen (MSC) 

Mesenchymale Stammzellen sind pluripotente Vorläuferzellen des Binde- und Stütz-

gewebes. Sie kommen in verschieden Geweben des menschlichen Körpers vor und 

haben – im Vergleich zu embryonalen Stammzellen – nicht die Eigenschaft der Toti-

potenz, sondern ihre Differenzierungsfähigkeit beschränkt sich auf mesenchymale 

Gewebezellen188,189. MSC konnten im Knochenmark von trabekulären Knochen, aber 

auch im Fettgewebe, in Leber, Lunge, Bandgewebe und Muskel nachgewiesen wer-

den, wo sie zum Teil eine bedeutende Rolle der Geweberegenerierung spielen190-196. 

Auch im Sehnengewebe wird die Existenz von MSC vermutet197. Als undifferenzierte 

Stammzellen haben sie die Eigenschaft, sich in organspezifische Zellen des mesen-

chymalen Gewebes differenzieren zu können. Dabei durchlaufen sie verschiedene 

Stadien der Reife und nehmen zunehmend einen spezifischen Zelltyp an (s. Abb. 4). 

Caplan beschreibt in „The Mesengenic Process“6, dass im Organismus spezifische 

physiologische Reize auf die MSC wirken, die biochemischer, molekularbiologischer 

oder mechanischer Art sein können und eine Differenzierung in die beabsichtigten 

Zielzellen einleiten198. 
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Abb. 4. Diagramm der proliferativen Hierarchie von mesenchymalen Stammzellen. Das Schema 
basiert auf Studien mit expandierten mesenchymalen Vorläuferzellen aus menschlichem 
Knochenmark. Die ursprünglich pluripotenten MSC (linkes Bilddrittel) predifferenzieren sich zu 
Vorläuferzellen mit festgelegter Differenzierungsrichtung (mittleres Bilddrittel) und werden als 
dementsprechende colony forming units (CFU) benannt (O = osteoblasts; C = chondrocytes; T = 
tenocytes; A = adipocytes; skM = skeletal muscle; smM = smooth muscle; cM = cardiac muscle; As 
= astrocytes; Ol = oligodendrocytes; N = neurons). Dabei verlieren sie schrittweise an ihrem 
Stammzellcharakter bis sie ihren determinierten reifen Zelltyp erreicht haben (rechtes Bilddrittel). 
Schema aus Roufosse et al. 2004199 

 

Für das Tissue Engineering werden die aus Knochenmark gewonnen MSC als be-

sonders vielversprechend angesehen, da sie das größte Differenzierungspotenzial 

haben, einfach und in großen Mengen zu gewinnen sind und in der klinischen Situa-

tion relativ unkompliziert bei Patienten aus dem Beckenkamm entnommen werden 

können200-202. In tierexperimentellen Studien wurden MSC bereits zur Defektheilung 

in Knorpel203, Sehne204, Knochen205,206 und Muskel207 implantiert – je nach Gewebe-

art mit unterschiedlichen Ergebnissen. Im Knochenmark stellen die MSC mit 0,003-

0,015% eine relative kleine Subpopulation der gesamten im Knochenmark befindli-

chen Zellen (bone marrow stromal cells - BMSC) dar208,209 und können in der Zellkul-

tur mittels Plastikadhäsion aus den BMSC isoliert werden. Diese Methode wurde be-

reits 1974 von Friedenstein210 publiziert und anschließend vielseitig angewandt211-216. 

Im Tissue Engineering werden auch die unselektierten BMSC verwendet217. Der Vor-

teil bei BMSC ist, dass sie – einmal direkt aus dem Donor gewonnen – kurz darauf in 
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das Empfängertier implantiert werden können. Übertragen auf die klinische Situation 

wäre solch eine zeitgleiche OP ebenfalls vorteilhaft, da Entnahme und Implantation 

in einer Operation durchgeführt werden könnten. MSC dagegen müssen zunächst 

zelllabortechnisch aus den BMSC selektioniert werden und sind deshalb aufwendiger 

und kostspieliger in der Verarbeitung. Vorteilhaft bei MSC sind der wesentlich höhere 

Anteil an Zellen mit tenogenen Differenzierungspotenzial im Zellsubstrat und die Ab-

wesenheit von hämotopoetischen und anderen mesodermalen Zellen. 

 

In der Zellkultur können MSC in drei Subpopulationen eingeteilt werden, die auf mik-

roskopisch-morphologischen Merkmalen sowie ihrem Teilungsverhalten beruhen. Je 

nachdem, welche Kolonien sie in der Zellkultur bilden, werden sie als flat cells (fc), 

spindle-shaped cells (sc) oder rapidly self renewing cells (rc) bezeichnet218-220. MSC 

können in-vitro expandiert werden, jedoch verlieren sie spätestens ab der vierten Pas-

sage stetig an Differenzierungspotenzial221. Der Nachweis ihres pluripotenten Differen-

zierungspotenzials erfolgt ebenfalls in der Zellkultur und dient so als Charakterisie-

rungswerkzeug der MSC198,215. Durch Zugabe bestimmter Wachstumsfaktoren wur-

den experimentell MSC in verschiedene Arten von mesenchymalen Zellen transfor-

miert. So können die mesenchymalen Stammzellen in-vitro zu Osteozyten220, Adipo-

zyten222, Chondrozyten223, Skelettmuskel224 und Herzmuskel225 differenziert werden.  

 

Eine in-vitro Methode für die tenogene Differenzierung mittels Wachstumsfaktoren 

konnte bis dato noch nicht etabliert werden. Man weiß zwar, dass einige Signalinduk-

toren – u.a. FGF, PDGF-BB, TGF-β, IGF-I, EGF226,227 – am tenogenen Differenzie-

rungsprozess beteiligt sind und dass vor allem Scleraxis7,10,11 und das bone morpho-

genetic protein BMP-12228-230 mit der embryonalen Sehnenbildung in Zusammen-

hang stehen, jedoch sind die genauen Signalkaskaden noch nicht bekannt. 

 

In der in-vivo Forschung konnten einige Autoren mithilfe von MSC Sehnengewebe 

regenerieren. Insbesondere konnten bei Versuchen in Kombination mit Kollagen-Gel-

Scaffolds Erfolge erlangt werden187,204,231 – in der Studie von Awad et. al187 hatten die 

mit MSC besiedelten Scaffolds wie bereits erwähnt bessere Heilungstendenzen und 

höhere Ausreißkräfte als diejenigen, die ohne MSC behandelt wurden. 
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1.3.3.  Theorie des mechanischen Einflusses auf die Sehnenbildung 

Die theoretische Grundlage für die Differenzierung mesenchymalen Gewebes geht 

auf das Wolffsche Gesetz zurück: Julius Wolff formulierte erstmals 1892 sein „Trans-

formationsgesetz der Knochen“232, welches besagt, dass die Knochenform durch ei-

ne spezifische Knochenfunktion bestimmt wird. Von diesem Axiom ausgehend wur-

den im letzten Jahrhundert eine Reihe von Theorien erstellt, die die Thematik behan-

delten, welche mechanischen Reize für die Bildung der einzelnen Arten von Stütz-

gewebe entscheidend sind233-236. Roux begründete 1895 die Theorie, dass die physi-

kalischen Größen „Druck (mit Zug wechselnd oder ohne Zug)“, „Zug“ und „Druck     

oder Zug mit starker Abscherung“* spezifische Reize für jeweils Knochen-, Sehnen- 

und Knorpelbildung seien233. Pauwels widerlegte 1960 diese Theorie und machte die 

Größen „Hydrostatischer Druck“ („allseitige Kompression ohne Gestaltsänderung“) 

für Knorpelbildung und „Dehnung“ (i.e.S. „Gestaltsverzerrung“) für bindegewebige 

Kollagenbildung236 verantwortlich, wozu auch das straffe Sehnengewebe gehörte (s. 

Abb. 5). Aus beiden Gewebegruppen entsteht Knochen demnach in einem sekundä-

ren Prozess – entweder enchondral aus Knorpelgewebe oder desmal aus Bindege-

webe. Diese Theorie gilt heute als gemeinhin gültig237,238. 

 

* unter „Abscherung“ meinte Roux vermutlich die physikalische Größe „Schubspannung“236 
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Abb. 5. Übersicht über die Pauwels-Theorie der kausalen Histogenese der Stützgewebe; 
Erläuterungen s. Text. Schema aus Kummer 1995237 

 

Die Sehnenentstehung betreffend geht man in entwicklungstheoretischen Modellen 

des Tissue Engineering heutzutage davon aus, dass ein tensiler Stimulus, i.e.S. die 

physikalische Zugspannung, einen Einfluss auf die MSC nimmt und eine tenogene 

Differenzierungsrichtung einschlägt227,239,240. Man weiß, dass im gesunden Gewebe 

eine Reihe von Signaltransduktionswegen über mechanische Beanspruchung regu-

liert werden und so die Zusammensetzung der ECM sowie Sehnendicke beeinflusst 

werden241-244. Molekularbiologisch spielen Integrine und das Zytoskelett bei der Me-

chanotransduktion eine Rolle240,245. Durch Oberflächenrezeptoren und interzelluläre 

Mikrofilamente und Mikrotubuli werden tensile Signale aufgenommen und induzieren 

komplexe Signaltransduktionskaskaden, die die Genexpression, Proteinbildung und 

Differenzierung steuern240. Kürzlich konnten Eliasson et al. nachweisen, dass ein 

tensiler Stimulus während des Heilungsprozesses das Sehnenwachstum direkt be-

einflusst246. Auch an der knöchernen Insertionsstelle konnte ein Zusammenhang 

zwischen mechanischem Stimulus und funktionsspezifischer Zellformation und Ge-

webebildung nachgewiesen werden247,248. 
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Vor einem Jahrzehnt galt die Theorie der tensilen Stimulation als Reiz für tenogene 

Differenzierung von MSC als noch nicht erwiesen249, doch neuere Studien konnten 

diese Hypothese untermauern. Aktuelle Erkenntnisse aus der Embryologieforschung 

(s. Kap. 1.1.1.) legen nahe, dass ein tensiler Stimulus (muskelabhängige Phase) für 

die Differenzierung und Funktionstüchtigkeit von Sehnenzellen notwendig ist12. Des 

Weiteren konnten mit der Einführung neuartiger Bioreaktoren (s. Abb. 6) Zellen in-

vitro einer steuerbaren zuggerichteten Kraft ausgesetzt werden, um diese Theorie zu 

überprüfen250-252. Altman et al. haben in solch einem Modell mit translatorischen und 

rotatorischen Zugkräften erfolgreich MSC zu ligament-typischen Fibrozyten differen-

ziert253. Die differenzierten Zellen zeigten lediglich durch mechanische Stimulation, 

also ohne jegliche Wachstumsfaktoren, eine parallel zur Zugrichtung ausgerichtete 

Produktion von Kollagen I und III sowie Tenascin C – typische Marker von Ligament-

fibrozyten. Kuo et al. berichteten unlängst von einer erfolgreichen tenogenen Diffe-

renzierung von MSC durch mechanische Stimulation in-vitro254. Auf 3D-Kollagen-I-

Gels aufgetragene MSC wurden zyklischen Zugkräften ausgesetzt. Nach sieben Ta-

gen war eine sehnentypische Formation der Zellen sichtbar, die zudem eine zur Zug-

richtung parallel ausgerichtete Kollagenfaserung organisiert hatten. Zudem expri-

mierten MSC, die zyklischen Zugkräften ausgesetzt waren, fortweilend das Scleraxis 

Gen, während diejenigen, die statischen Zugkräften ausgesetzt waren, ihre Scleraxi-

sexpression herunterfuhren. 

 

 

Abb. 6. Schematische Darstellung des Bioreaktors für tenogene Versuche in der Zellkultur; durch ein 
Vakuumsystem werden uniaxial gerichtete Zugkräfte auf die kultivierten Zellen ausgeübt, die sich 
auf einem Gel befinden. Schema aus Garvin et al. 2003250 
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2.  Aufgabenstellung 
 

In dieser Arbeit sollen folgende Fragestellungen und Hypothesen geprüft werden: 

 

Fragestellung 1: Lassen sich Sehnen im Totaldefektmodell (critical size defect) 
an der Achillessehne der Ratte mittels zellbesiedelten Scaffolds regenerieren? 
Der Begriff Totaldefekt bezeichnet eine durch Totalexzision eines größeren Sehnen-

abschnitts entstandene Sehnenlücke von kritischer Länge (critical size defect), die im 

Vergleich zu einem partiellen Zentraldefekt (z.B. bei der Donorentnahme der Patella-

sehne für eine Kreuzbandplastik) – wie er bei Awad187 und Juncosa-Melvin231 durch-

geführt wurde – keine lateralen vitalen Sehnenstränge besitzt. 

 

Ein wesentliches Thema in dieser Arbeit ist die Frage nach geeigneten Scaffolds für 

das in-vivo Tissue Engineering bzw. das Grafting der Sehne. Der critical size defect 

kann praktisch ohne eine Überbrückung eines Implantates nicht ausreichend ver-

sorgt werden, da die Gewebslücke eine enorme Funktionsbeeinträchtigung der Seh-

ne darstellt. So sollen zum einen ein synthetisches Polymergerüst aus PGA und zum 

anderen ein biologisches Gerüst aus Kollagen I auf ihre Eigenschaft als Grundsub-

strat und Zellträgermaterial für die Sehnenregeneration untersucht werden. In diesem 

Zusammenhang wird folgende Hypothese aufgestellt: 

Hypothese 1: Die Gruppen, die mit einem Scaffold behandelt werden, haben ein 
besseres Outcome als die, bei denen das Scaffold weggelassen wurde (Kon- 
trollgruppen). 
 

Eine weitere Fragestellung ist der Einfluss mesenchymaler Stammzellen auf das Re-

generationspotenzial der Sehne mit Totaldefekt unter mechanischer Zugbelastung. 

Es sollen zum einen unbehandelte Knochenmarkszellen (BMSC) und zum anderen 

aus BMSC gewonnene und in der Zellkultur selektionierte mesenchymale Stammzel-

len (MSC) auf die Trägersubstanzen aufgebracht werden, um die Regeneration 

durch direkte Zellaktivität zu beeinflussen. Die Zellen sind ab dem Operationszeit-

punkt unmittelbar im Totaldefekt vorhanden und sollen durch mechanische Zugbean-

spruchung eine tenogene Differenzierung erfahren. In diesem Kontext wird folgende 

Hypothese aufgestellt:  
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Hypothese 2: Die mit Zellen behandelten Implantate haben ein besseres Out-
come als diejenigen ohne Zellen.  

Des Weiteren sollen Unterscheide zwischen den BMSC-Gruppen und den MSC-

Gruppen eruiert werden. 

 

Weiterhin soll mit Hilfe eines heterosexuellen Donor-Empfänger-Versuchsmodells die 

Frage nach dem Überleben der implantierten Zellen beantwortet und möglicherweise 

ihr Einfluss auf die Gewebequalität ermittelt werden. Es ergeben sich folgende Fra-

gestellungen: 
Fragestellung 2a: In welchen Gruppen lassen sich die implantierten Zellen 
nach 16 Wochen Heilungsphase im Regenerat auffinden?  
Fragestellung 2b: Gibt es eine Korrelation zwischen Donorzellen, die im Regen-
rat überlebt haben und biomechanischen/histologischen Eigenschaften der 
Regenerate? 
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3.  Material und Methoden 

3.1.  Übersicht 

Die Aufgabenstellung wurde anhand folgender Schritte erarbeitet: 

 

Vorversuch (s. Abb. 7)   

 Gewinnung von BMSC aus dem Knochenmark männlicher Spendertiere 

 Isolierung von MSC aus den BMSC in der Zellkultur 

 Definierung des Stammzellcharakters der zu verwendenden MSC durch 

osteogene, adipogene und chondrogene Differenzierung 

Erst nach erfolgreicher Durchführung des Vorversuches konnte im weiteren Projekt-

verlauf von MSC gesprochen werden, da das pluripotente Differenzierungspotenzial 

als Vorraussetzung für die Definition einer mesenchymalen Stammzelle gilt. 

 

 

Abb. 7. Schema zum Vorversuch; Erläuterungen s. Text 
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Hauptversuche 
Die Operationen eines critical size defect wurden an den Achillessehnen in neun ver-

schiedenen Vergleichsgruppen [n=11] durchgeführt. Um eine Vergleichbarkeit der 

Gruppen zu gewährleisten, wurde in den Kontrollgruppen, die keine Scaffolds erhiel-

ten, ebenfalls eine Rahmennaht gesetzt, um den Defekt in einem definierten Abstand 

zu halten. Tab. 1 zeigt die Kombinationsmöglichkeiten der verschiedenen Untergrup-

pen:  

 

Defekt überbrückende Gruppen 

Zellgruppen 
Rahmen-Naht ohne 

Trägermatrix 

(Kontrollgruppen) 

PGA Kollagen I 

Keine Zellen Nur Naht PGA Col I 

BMSC Naht mit BMSC PGA + BMSC Col I + BMSC 

MSC Naht mit MSC PGA + MSC Col I + MSC 

Tab. 1  Kombinationsmöglichkeiten der verschiedenen Untergruppen 
 

Daraus wurden folgende Gruppen definiert: 

Gruppe Gruppenbezeichnung Implantat Zellen Tiere 
1 N - - 11 

2 N + BMSC - BMSC 11 

3 N + MSC - MSC 11 

4 PGA PGA - 11 

5 PGA + BMSC PGA BMSC 11 

6 PGA + MSC PGA MSC 11 

7 Col I Col I - 11 

8 Col I + BMSC Col I BMSC 11 

9 Col I + MSC Col I MSC 11 

Tab. 2  Überblick der Versuchsgruppen 
 

Es wurden männliche Zellen in weibliche Tiere desselben Inzuchtstammes implan-

tiert, was eine semiquantitative Beurteilung des Zellenverbleibs im Zielgewebe mit-

tels PCR ermöglichen sollte. Abb. 8 zeigt ein Schema der folgenden durchgeführten 

Arbeitsschritte: 
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 Operationen der zellfreien Gruppen: Implantation von Scaffolds (PGA und 

Kollagen I) sowie Operation der Kontrollgruppe mit primärer Rahmennaht 

 Gewinnung von BMSC aus männlichen Spendertieren desselben Inzucht-

stammes 

 Operationen der BMSC-Gruppen: Implantation von Scaffolds sowie Operati-

on der Kontrollgruppe mit primärer Naht mit anschließender Besiedelung mit 

den gewonnenen BMSC 

 Gewinnung von BMSC aus männlichen Spendertieren desselben Inzucht-

stammes mit anschließender Isolation von MSC 

 Expandierung der isolierten MSC 

 Operationen der scaffoldfreien MSC-Gruppen: primäre Naht mit anschlie-

ßender Besiedelung mit MSC 

 Besiedelung der Scaffolds mit MSC und anschließende Implantation 

 Wiederholung der osteogenen, adipogenen und chondrogenen Differenzie-

rungen zur Definierung des Stammzellcharakters mit einem Teil der expan-

dierten Zellen 

Postoperativ folgte eine Heilungsphase von 16 Wochen. 

 

Abb. 8. Schema der Hauptversuche (Gruppenverteilung wie in Tab. 1 und 2); Erläuterungen s. Text 
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Auswertungsmethoden 
Nach der Regeneratsentnahme wurden folgende Auswertungsmethoden durch-

geführt: 

• Qualitative Beurteilung der Morphologie 

o Makroskopische Beurteilung aller Regenerate 

o Histologische und immunhistologische Auswertung [n=4 je Gruppe] 

o Elektronenmikroskopische Beurteilung [n=1 je Gruppe] 

• Biomechanische Testung [n=6 je Gruppe] 

• Molekularbiologische Untersuchung auf Überleben der implantierten Zellen 

mittels Y-Chromosom PCR [n=6 je Gruppe] 

• Quantifizierung der Ossifizierungsfläche anhand der histologischen Bilder 

 

Der voroperative Abschnitt sowie immunhistologische Färbungen, histologische Bild-

gebung, morphologische Auswertungen und molekularbiologische Untersuchungen 

wurden in Kooperation mit der Experimentellen Chirurgie und Regenerativen Medizin 

(ExperiMed) an der Chirurgischen Klinik und Poliklinik Innenstadt, Klinikum der Uni-

versität München durchgeführt. Die operativen Maßnahmen sowie tierpflegerischen 

Tätigkeiten prä- und postoperativ fanden im Institut für Chirurgische Forschung im 

Walter Brendel Zentrum, Klinikum der Universität München statt. Die histologischen 

Schnitte sowie die elektronenmikroskopischen Aufnahmen wurden in Kooperation mit 

der Anatomischen Anstalt der Ludwig-Maximilians-Universität München angefertigt. 

Die biomechanische Auswertung fand im Labor für Biomechanik, Orthopädische Kli-

nik und Poliklinik, Klinikum der Universität München, Campus Großhadern statt. Die 

statistische Auswertung erfolgte nach beratender Rücksprache mit dem Institut für 

Medizinische Informationsverarbeitung, Biometrie und Epidemiologie der Ludwig-

Maximilians-Universität München. Eine detaillierte Aufstellung der verwendeten Ma-

terialien und Versuchsobjekte sowie Herstellerangaben finden sich im Anhang. 
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3.2.  Vorversuche 

3.2.1.  Verifizierung des Stammzellencharakters der MSC 

Um den pluripotenten Stammzellencharakter der zu implantierenden MSC (s. Kap. 

3.3.2.) vorab zu überprüfen, wurden in einem Vorversuch Knochenmarkszellen von 

Donor-Ratten desselben Inzuchtstammes [n=3] isoliert und osteogen, adipogen so-

wie chondrogen differenziert. 

 

Die Entnahme der Knochenmarkzellen aus den Ratten erfolgte nach einem modifi-

zierten Protokoll von Ishaug et al.255. Nach Tötung der Spendertiere wurden beide 

Femora und Tibiae aseptisch reseziert. Die Weichteile wurden mittels Skalpell ent-

fernt und die Knochen mit Tutofusin® äußerlich gespült. Daraufhin wurden die Di-

aphysen von je vier Knochen (eines Tieres) beidseits mittels Hohlmeißelzange abge-

trennt und das Knochenmark mit 5 ml Spülmedium (DMEM HG +10% FBS HI + 5% 

Heparin) mit einer 19 G Kanüle herausgespült und in einem 50 ml Falcon aufgefan-

gen. Ab diesem Schritt wurde jede Zelllinie des jeweiligen Spendertiers separat unter 

einer sterilen Sicherheitswerkbank behandelt. Die Zellklumpen wurden durch wieder-

holtes Pipettieren mit einer sterilen Pasteurpipette gelöst, die 20 ml Zellsuspension 

durch einen 70 µm Nylon Cell Strainer gefiltert und wiederum in einem 50 ml Falcon 

gesammelt. Die Zellzählung mittels Cell Coulter ergab 110.106 ± 6.106 mononukleäre 

Zellen pro Spendertier. 

 

Die filtrierte Zellsuspension wurde mit 50 ml Primärmedium (zur Herstellung s. An-

hang I, Protokoll 1) resuspendiert, in eine Kulturflasche mit 225 cm2 Grundfläche    

(T-225 Flask) überführt und für drei Tage bei Standardbedingungen (37 °C, 5% CO2 

und ca. 95% Luftfeuchtigkeit) im Brutschrank belassen. Die Selektion der MSC aus 

der gesamten Menge aller mononukleären BMSC erfolgte nun über Plastikadhäsion. 

Nach vier Tagen erfolgte der erste Mediumwechsel (30 ml Primärmedium pro T-225 

Flask), danach alle zwei Tage. Die Zellexpansion erfolgte in Monolayer bis zu einer 

Konfluenz von ca. 80%, darauf wurden die Zellen passagiert, gezählt, mit einer Kon-

zentration von 200.000 Zellen pro cm2 Grundfläche in T- 225-Flasks je Flasche über-

führt (s. Anhang I, Protokoll 2) und weiterhin unter Standardbedingungen im Brut-

schrank expandiert. Es wurden regelmäßige lichtmikroskopische Kontrollen (s. Kap. 

4.1.1.) zum Verlauf des Zellwachstums und Konfluenzgrades gemacht. Zur Kontami-
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nationskontrolle erfolgte aus gentamycinfreien Parallelkulturen mit kleineren Zellzah-

len einmal im Monat ein Mycoplasmentest (Mycoplasma Detection Kit VenorGeM, 

Minerva-Biolabs, Berlin). Nach der zweiten Passage und 80% Konfluenz (zwei Tage 

vor den geplanten Operationen) wurden die Zellen in autoklavierten 500 ml Flaschen 

spenderweise gesammelt und gezählt. 

Die osteogene Differenzierung wurde gemäß dem Protokoll von Jaiswal et al. durch-

geführt256, die adipogene gemäß dem von Böcker et al.257; für die chondrogene Diffe-

renzierung wurden nach Mackay et al. und Muraglia et al. modifizierte Protokolle 

verwendet223,258. 

3.2.1.1.  Osteogene Differenzierung 

48.000 Zellen je Spendertier wurden in 6-Well Kulturschalen im Monolayer ausgesät, 

und nach Erreichen der Konfluenz (90-100%) wurde mit der Differenzierung begon-

nen. Das Differenzierungsmedium (zur Herstellung s. Anhang I, Protokoll 3) wurde 

jeden dritten Tag gewechselt, als Kontrolle wurden Zellen mit Primärmedium behan-

delt. Nach vier Wochen wurde die Differenzierung gestoppt, die Zellen wurden für 15 

Minuten mit Methanol fixiert und die Ossifizierung wurde mit der van-Kossa Färbung 

dargestellt (s. Anhang I, Protokoll 4). 

3.2.1.2.  Adipogene Differenzierung 

48.000 Zellen je Spendertier wurden ebenfalls in 6-Well Kulturschalen ausgesät und 

die Differenzierung mit 2 ml Differenzierungsmedium (zur Herstellung s. Anhang I, 

Protokoll 5a) pro Well gestartet, nachdem Konfluenz (90-100%) erreicht worden war. 

Nach fünf Tagen wurden die Zellen für zwei Tage in Erhaltungsmedium gehalten (zur 

Herstellung s. Anhang I, Protokoll 5b), dieser Zyklus wurde zweimal wiederholt. Als 

Kontrolle dienten wiederum Zellen im Primärmedium. Nach drei Wochen wurde die 

Differenzierung gestoppt und die Zellen wurden mit gekühlter Formaldehyd-Lösung 

4% über 2 Minuten bei -20°C fixiert und mit Oil Red-O gefärbt (s. Anhang I, Protokoll 

6). 
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3.2.1.3.  Chondrogene Differenzierung  

Eine Million Zellen je Spendertier wurden für die chondrogene Differenzierung ge-

nutzt, davon eine Hälfte für die Differenzierung und eine Hälfte als Kontrolle. Die Zel-

len wurden in 15 ml Falcon Reagenzgefäße gebracht und 5 Minuten bei 500 G 

zentrifugiert. Der Überstand wurde abgesaugt, die Zellen wurden in 1 ml inkomplet-

tem Differenzierungsmedium resuspendiert (zur Herstellung s. Anhang I, Protokoll 7) 

und nochmals 5 Minuten bei 500 G zentrifugiert. Darauf wurden die Zellen in 1 ml 

komplettem Differenzierungsmedium (inkomplettes Medium zusätzlich 10 ng (0,5 µl 

Stock-Lösung) TGF-β3) resuspendiert und mit nicht-verschraubtem Deckel (für den 

Luftaustausch) im Wärmeschrank bei Standardbedingungen bebrühtet. Der Medi-

umwechsel erfolgte auf diese Weise dreimal wöchentlich, die Kontrollgruppen erhiel-

ten Primärmedium. Dabei wurde darauf geachtet, dass sich das zunehmend verfesti-

gende Zellpellet frei in der Flüssigkeit schwamm, indem dem Falcon nach dem Medi-

umwechsel ein leichter Stoß von unten versetzt wurde. Nach sechs Wochen wurde 

die Differenzierung gestoppt und die Pellets in Methanol fixiert. Es wurden 12 µm 

Kryo-Schnitte (s. Anhang I, Protokoll 8) angefertigt, die mit Toluidinblau-O259 gefärbt 

wurden (s. Anhang I, Protokoll 10). 

3.2.2.  Immunhistologischer Antikörpertest für Ossifikation 

Nach der ersten Beurteilung der Proben anhand der HE-Schnitte (s. Kap. 4.4.4.), in 

der Ossifizierung vermutet worden war, wurde eine Verifizierung der Knochenbildung 

angestrebt. Dafür wurden in einem weiteren Vorversuch Immunhistologische Verfah-

ren getestet, die eine Darstellung knochenspezifischer Proteine ermöglichen würden. 

 

Als knochenspezifisch gelten die nicht-kollagenen Proteine (NCPs) Osteocalcin, 

Osteonectin und Osteopontin, die allesamt in der Knochenmatrix vorkommen, einen 

wesentlichen Teil zum Knochenstoffwechsel beitragen260 und für die spezifische An-

tikörper immunhistologisch genutzt werden können261-263. Tab. 3 zeigt die protein-

spezifischen Antikörper, die getestet werden sollten: 
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Nachzuweisendes Protein Primärantikörper Spendertier 

Osteocalcin FL-100 - sc-30044 (IgG) Kaninchen 

Osteonectin AON-1 (IgG) Maus 

Osteopontin MPIIIB101 (IgG) Maus 

Tab. 3  Überblick der getesteten Antikörper zum Nachweis knochenspezifischer Proteine 
 

Als Testobjekte wurden ungefärbte 12 µm Kryo-Schnitte in axialer Ebene verwendet, 

bei denen der Calcaneusknochen als solcher mikroskopisch zu erkennen war. Des-

sen erzielte Färbung bei den Antikörpertests sollte bei der Verifizierung der Ossifika-

tion der Regenerate als Positivkontrolle gelten.  

 

Es wurden drei verschiedene, vom Hersteller empfohlene Verdünnungen der jeweili-

gen Primärantikörper getestet: 1:5, 1:10 und 1:20 bei Osteonectin und Osteopontin 

und 1:100, 1:150 und 1:200 bei Osteocalcin. Als sekundärer Antikörper wurde ein bi-

otinylierter IgG Anti-Maus beziehungsweise Anti-Kaninchen Antikörper (Vector Labo-

ratories, Inc., Burlingame, USA) verwendet. Der Sekundärantikörper wurde mit dem 

Vectastain Elite ABC Kit markiert und mit DAB Substrat Kit gefärbt (s. Anhang I, 

Protokoll 17). Die gelungene Färbung der Testobjekte wurde mikroskopisch verifiziert 

(s. Kap. 4.1.2.). 

3.3.  Präoperative Maßnahmen 

3.3.1.  Trägermatrizen 

Die Scaffolds aus Polyglokolsäure (PGA) wurden von der Firma ITV (Denkendorf) 

bezogen. Die vliesartigen Stoffe (s. Abb. 9a) hatten laut Herstellerangaben eine Di-

cke von ca. 1 mm und ein Porenvolumen von 95-98% des Gesamtvolumens. Der 

Durchmesser der Fasern betrug 14 µm und sie hatten eine Kompressionsdichte von 

48-56% sowie eine Druckverformung von 6-7%. Die Trägermatrizen bestanden aus 

drei Schichten eines PGA-Spinnfaservlieses, die über eine Vernadelung miteinander 

verbunden waren. Bei der Vernadelung war das Vliesmaterial mit mehreren Nadeln 

durchstochen worden, wodurch einzelne Fasern sich vertikal zur Faserorientierung 

ausrichteten und somit zusätzlich die druckelastischen Eigenschaften des Vlieses 

erhöhen sollten. Die Resorptionszeit betrug 12-14 Wochen. Die Scaffolds wurden 
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steril verpackt in 10 x 10 x 2 mm Stücken geliefert und wurden vor der Anwendung 

steril unter einem Abzug in 3 x 3 x 2 mm Streifen geschnitten. 

 

Die Kollagenmatrizen (Fa. Jotec, Hechingen) setzten sich laut Herstellerangaben aus 

einer 0,4 mm dicken abdeckenden Membran und einem 2 mm dicken Schwamm mit 

säulenartig angeordneten, untereinander verbundenen 90-130 µm großen Poren zu-

sammen (s. Abb. 9b). Das in der Membran verwendete reine Kollagen-Typ-I wurde 

aus Rinderperikard gewonnen. Die Membran war über einen Lyophilisationsprozess 

stabil mit dem Schwamm verbunden, der ebenfalls aus Kollagen-Typ-I bestand und 

aus der Rinderhaut isoliert worden war. Durch ein spezielles Aufbereitungsverfahren 

waren die Komponenten von nicht-kollagenen Bestandteilen gereinigt worden (unter 

anderem Fetten, Enzymen und anderen nicht kollagenen Proteinen). Die säulenartig 

ausgerichteten Poren des Schwamms sollten das Einwachsen der Zellen in den De-

fekt begünstigen. Die besonders reißfeste und nässestabile Membran sollte sowohl 

das Eindringen unspezifischer Bindegewebszellen in den Defektbereich, als auch die 

ungezielte Verbreitung der implantierten Zellen über die entsprechende Seite verhin-

dern. Aufgrund ihrer mechanischen Stabilität sollten der Schwamm und die darin 

enthaltenen Zellen zusätzlich vor Scherbeanspruchungen geschützt werden. Auch 

diese Scaffolds wurden unter sterilem Abzug fachgerecht in 3 x 3 x 2 mm implantati-

onsfähige Streifen geschnitten. 
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Abb. 9. Rasterelektronenmikroskopische Bilder der Trägermatrizen im Querschnitt: a: PGA, b: 
Kollagen. Foto: Fa. Aesculap, Hechingen 

 

3.3.2.  Verwendete Zellen 

Die zu implantierenden Zellen wurden aus männlichen Ratten derselben Inzuchtlinie 

verwendet. Solch ein heterosexuelles Transplantationsmodell wurde bereits von Na-

kamura et al. erfolgreich an der Lewis Ratte an Herzzellen angewandt264 und wurde 

in dieser Arbeit auf mesenchymale Stammzellen übertragen. Die Entnahme der Kno-

chenmarkzellen erfolgte wie in Kap. 3.2. beschrieben.  

3.3.2.1.  Zubereitung der BMSC 

Für die Gruppen 2, 5 und 8 wurde die Zellsuspension aus der Knochenmarksgewin-

nung auf Portionen von 10.106 Zellen alliquotiert und in 2 ml Eppendorf Reagenzge-

fäße überführt. Die Operationen dieser Gruppen fanden direkt im Anschluss statt, so 

dass die Reagenzgefäße offen in einem Brutschrank bei 37 °C, 5% CO2 und ca. 95% 

Luftfeuchtigkeit bis zu ihrer endgültigen Implantation (maximal 3 h) gelagert wurden. 

Für die BMSC Gruppen wurden insgesamt drei Spendertiere verwendet. 

a b
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3.3.2.2.  Zubereitung der der MSC 

Für die Gruppen 3, 6 und 9 erfolgte die Isolation der MSC aus den BMSC wie in Kap. 

3.2. beschrieben. Hierfür wurden ebenfalls drei Spendertiere verwendet. Durch Zell-

expansion hatte man insgesamt eine Zellzahl von insgesamt ca. 12 Mio. Zellen in der 

zweiten Passage pro Spendertier erreicht. Der wesentliche Teil der Zellen wurde zur 

Implantatbesiedelung (s. Kap. 3.3.2.3.) bzw. für die Implantation (s. Kap. 3.4.2.4.) 

genutzt. Mit einem kleinen Teil der Zellen (1,2.106 Zellen pro Spendertier) wurden er-

neut die drei Differenzierungen (s. Kap. 3.2.1.) durchgeführt, um den MSC Charakter 

zu verifizieren. 

3.3.2.3.  Implantatbesiedelung 

Die Implantatbesiedelung folgte einem modifizierten Protokoll von Shakibaei et al.265, 

welche vormals für eine 3D-high density Kultur etabliert worden war. Shakibaei et al. 

hatte mit dieser Methode eine Simulation für mesenchymale Stammzellen generiert, 

die durch eine Aufhängekonstruktion an der Luft-Medium-Grenze durch freie Diffusi-

on – ähnlich wie Chondrozyten im Knorpel – ernährt worden waren und durch ihre 

hohe Dichte einen chondrogenen Stimulus erfahren hatten. Dasselbe Modell wurde 

bereits auch für Tenozyten266 und hMSC267 verwendet, ebenfalls um einer in-vivo Si-

tuation näher zu kommen. Das Ziel in diesem Projekt war jedoch, den mesenchyma-

len Stammzellen nicht etwa einen längerfristigen in-vitro Stimulus chondrogener Art 

zu geben, sondern sie auf die Trägermatrizen zu besiedeln, die später implantiert 

werden sollten. Durch das von Shakibaei etablierte 3D Modell konnte man zum einen 

die Zellen auf die Trägermatrix fixieren, ohne dass sie vom Medium weggespült wur-

den, und zum anderen konnten sie sich in der Zeit bis zur Operation durch Diffusion 

aus dem Medium ernähren (s. Schema in Abb. 10). 
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Abb. 10. Mit MSC besiedelte PGA Trägermatrix. Die Trägermatrix ist in der Mitte des Celluloseacetat 
Filters positioniert, der wiederum auf einer Stahlbrücke liegt. Die Stahlbrücke befindet sich auf Höhe 
der Medium-Luftgrenze, so dass die Zellen durch Filter und Trägermatrix durch Diffusion ernährt 
werden. Beim Mediumwechsel wird das Medium seitlich in Well vorsichtig abgesaugt und eine im 
Voraus ermittelte Menge von 1,6 – 2 ml des frischen Mediums wieder hinein pipettiert. 

 

Zur Scaffoldbesiedelung wurden die expandierten MSC zu je ca. 1.106 in 15 ml Fal-

cons überführt und 5 Minuten bei 500 G zentrifugiert. Der Überstand wurde grob ab-

gesaugt und die Zellen nochmals 5 Minuten bei 500 G zentrifugiert. Ein kleiner, ge-

rade noch sichtbarer Überstand wurde über dem Sediment belassen, in dem die Zel-

len leicht mit einer Pipettenspitze umgerührt wurden. Die homogene Zellemulsion 

wurde vorsichtig auf die vorbereitete Trägermatrix (s. Anhang I, Protokoll 11) mit ei-

ner Pipettenspitze gebracht, die zur Vergrößerung des Querschnittes in einem Win-

kel von 45° ca. 10 mm vom Ende angeschnitten worden war. Dabei wurde auf eine 

homogene Verteilung der Emulsion auf der Trägermatrix geachtet (s. Abb. 10). Die 

Kollagenmatrizen wurden dabei mit der Lyoplantseite nach unten gelegt, um die Zel-

len in die Poren der schwammartigen Seite zu bringen. 

 

Um einen Mittelweg zu finden, in dem sich die Zellen effizient an der Trägermatrix 

adhärieren konnten, ohne einen relevanten Differenzierungsstimulus zu erfahren, 

wurde eine präoperative Adhäsionszeit von 48 h gewählt, in der die Trägermatrizes 

im Brutschrank bei Standardbedingungen gehalten wurden. Der Mediumwechsel er-

folgte täglich. 

 

Zur Beurteilung der Zelladhäsion wurden von den besiedelten Implantaten Kryo-

Schnitte von 12 µm Dicke hergestellt und HE-Färbungen angefertigt (s. Protokoll 8, 

Protokoll 9). Die Schnitte wurden lichtmikroskopisch qualitativ auf Zellverteilung ü-

berprüft. 

Stahlbrücke 

Celluloseacetat Filter 

mit Zellen besiedeltes Scaffold 

Petrischale 

(6-Well)

Primärmedium 
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3.4.  Operationen 

3.4.1.  Versuchstiere 

Das Versuchsvorhaben wurde gemäß § 8 Tierschutzgesetz (TierSchG) der Regie-

rung von Oberbayern genehmigt (AZ: 209.1/211-2531-18/05). Alle Eingriffe wurden 

gemäß des Tierschutzgesetztes (TierSchG) sowie den Behandlungsstandards des 

Tierversuchslabors am Institut für Chirurgische Forschung durchgeführt. Als Ver-

suchstiere gingen insgesamt 99 weibliche und sechs männliche Lewis Ratten in ei-

nem Alter von 7 Wochen und einem Gewicht von ca. 185 g in die Arbeit ein. 

  

Die Haltung der Ratten im Tierstall des Institutes für Chirurgische Forschung erfolgte 

in Makrolonkäfigen von 59,5 cm Länge und 38 cm Breite zu je vier Versuchstieren 

pro Käfig. Die Tiere bekamen Futter (Alleinfuttermittel „Sniff-Diet“, Fa. Sniff, Soest) 

und Wasser ad libidum und konnten sich vor und nach der Operation im Käfig frei 

bewegen. Die Räumlichkeiten für die Käfighaltung wurden mit Standardparametern 

klimatisiert (20 ± 2 °C Raumtemperatur, 45-60% relative Luftfeuchte, 12 h Hell-

Dunkel-Rhythmus). Es wurde Standardeinstreu für Ratten (Fa. Sniff, Soest) verwen-

det, die Umsetzung in saubere Käfige erfolgte zweimal in der Woche. Alle Räume 

waren speziell für die Tierhaltung (gem. § 11 Abs. 1 Satz 2 Nr. 3 TierSchG) zugelas-

sen und die artgerechte Pflege wurde von ausgebildetem Tierpflegepersonal (gem. § 

11 Abs. 1 Satz 2 Nr. 2 TierSchG) gewährleistet. Für die Nutzung der gesamten Anla-

ge gelten generell eine personenlimitierte Zutrittskontrolle und hohe Hygienestan-

dards, die das Anlegen spezieller Schutzkleidung bei Betreten der Haltungs- und 

Operationsräume vorschreiben. Nach Anlieferung der Tiere durchliefen diese eine 

präoperative Akklimatisationszeit von zwei Wochen. 

3.4.2.  Operatives Vorgehen 

Alle Operationen verliefen unter sterilen Bedingungen. Die Stoffabdeckungen, Kittel 

und das chirurgische Instrumentarium wurden präoperativ nach Standardsterilisa-

tionsprogramm (bei 134 °C und 2 bar) sterilisiert. Die Zuteilung der Tiere zu den un-

terschiedlichen Gruppen erfolgte nach einem im Vorfeld festgelegten Randomisie-

rungsschema. Vor den Operationen wurden die Versuchstiere zunächst in einem    

Äthertopf mit Diethylether volatil vorsediert und gewogen. Die Narkose erfolgte aus 
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einer Kombination von 100 mg/kg KG Ketamin (Analgentikum) und 5 mg/kg KG Xy-

lazin (Sedativum), die separat i.m. in den Oberschenkel verabreicht wurden. Bis zum 

Narkoseeintritt wurden die Tiere in separaten Käfigen gehalten, dabei wurde auf vor-

handene Flankenatmung geachtet. Nach der Narkoseeinleitung wurden die Tiere in 

Bauchlage gelagert und ihre Augen mit Bepanthen® Salbe eingecremt. Die Tiere 

wurden jeweils in Vierer- bis Sechsergruppen operiert und einzeln mit Schlitztüchern 

abgedeckt. Das jeweils rechte Bein wurde komplett rasiert, mit elca®med Enthaa-

rungscreme behandelt und anschließend mit Kodan® Sprühlösung desinfiziert. Das 

zu operierende Bein wurde mittels Pflasterstreifen und einer Kanüle auf dem darun-

ter liegenden Styroporbrett fixiert. Es erfolgte ein ca. 2 cm langer Schnitt am hinteren 

Unterschenkel parallel zur Achillessehne, bis proximal ungefähr die Hälfte des m. 

gastrocnemius und distal der Calcaneus sichtbar wurde. Die Sehne des m. plantaris 

wurde entfernt. Die Naht (4-0 Vicryl®-Faden), die zur Überbrückung des Defektes 

dienen sollte, wurde ca. 1 mm distal des Sehnen-Muskelübergangs gesetzt und die 

Achillessehnen ca. 1 mm distal davon durchtrennt. 3 mm der Achillessehne wurden 

komplett entfernt, und von hier an wurden verschiedene Implantationsverfahren je 

nach Zellgruppe angewandt (s. unten). Dabei wurde immer mindestens ein Millimeter 

jeweils distal und proximal der ursprünglichen Sehne belassen, um eine taugliche 

Fadenverankerung zu gewährleisten. Das fehlende Sehnenstück sollte durch Gewe-

beneubildung in toto generiert werden. Das Regenerationsprinzip war, bei allen 

Gruppen zunächst die primäre Zugstabilität durch den Vicryl®-Faden zu gewährleis-

ten. Der Vicryl®-Faden, der nach Herstellerangaben nach 21 Tagen noch 50% seiner 

ursprünglichen Ausreißkraft besitzt, sollte im Verlauf resorbiert werden (vollständige 

Resorption nach 56-70 Tagen), und die Zugstabilität sollte durch das neu gebildete 

Gewebe ersetzt werden. 

 

Nach der Implantateinpflanzung wurde die Wunde mit einem 4-0® Vicryl-Faden ver-

näht. Postoperativ wurden den Tieren Stützverbände aus 1 cm breiten, unflexiblen 

Leukoplast Streifen angelegt (einmal longitudinal und zweimal zirkulär jeweils proxi-

mal und distal der Naht), um eine spannungsfreie Bewegung zu ermöglichen und die 

Hyperdorsalextension für die ersten Tage zu inhibieren124,139. Die Tiere wurden jeweils 

zu viert in einem Käfig unter einer Wärmelampe bis zum Aufwachen gelagert und 

bekamen jeweils 1,25 ml Metamizol 10% s.c. als postoperatives Analgetikum verab-

reicht. Auf eine Immobilisation p.o. wurde bewusst verzichtet, da im Tierversuch ge-
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zeigt wurde, dass eine frühe Mobilisation sich besser auf das Outcome von sich re-

generierenden Sehnen auswirkt108. Als Antibiose wurde den Tieren 50 mg Enrofloxa-

cin pro Liter Trinkwasser für fünf Tage postoperativ gegeben. Die Tiere wurden be-

züglich ihrer Beweglichkeit und ihres sozialen Verhaltens in den folgenden Wochen 

regelmäßig beobachtet. 

3.4.2.1.  Operationsverfahren der zellfreien Gruppen 

Bei den Gruppen 1, 4 und 7, die keine Zellen beinhalteten, wurde die Trägermatrix 

zwischen die freien Sehnenenden mit der bereits gesetzten Naht 2-fach geführt ein-

genäht und beidseitig fixiert (s. Schema Abb. 11). Bei der Kontrollgruppe (Gruppe 1) 

wurde dementsprechend die Trägermatrix weggelassen.  

 

 

Abb. 11. Schema der Implantateinnähung; M = m. gastrocnemius, C = Calcaneus, S = Trägermatrix 
(scaffold) 

3.4.2.2.  Operationsverfahren der BMSC-Gruppen 

Die Gruppen 2, 5 und 8, die BMSC erhalten sollten, wurden nach demselben Prinzip 

operiert. Nachdem die Trägermatrizen eingenäht worden waren (respektive bei 

Gruppe 2 weggelassen), wurden die Zellen aus dem Brutschrank geholt und noch-

mals fünf Minuten mit 500 G zentrifugiert. Der Überstand wurde unter steriler Sicher-

heitswerkbank abgesaugt, bis ein gerade noch sichtbarer Flüssigkeitsspiegel über 

dem Sediment zu sehen war. Die Eppendorf Reagenzgefäße wurden in den OP ge-

bracht, dort wurde das Sediment mit einer 200 µl Pipettenspitze vorsichtig umgerührt 

und der gesamte Inhalt wurde regelmäßig auf die Trägermatrix pipettiert (respektive 
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Gruppe 2 direkt in den Defekt pipettiert). Es folgten der Wundverschluss und die übli-

che Behandlung. 

3.4.2.3.  Operationsverfahren der MSC-Gruppen mit Trägermatrizen 

Auch die Gruppen 6 und 9 wurden nach demselben Prinzip operiert, jedoch mit aus 

Kap. 3.3.2.3. bereits besiedelten Trägermatrizen. Diese wurden in den 6-Well Kultur-

flaschen am Operationstag in einer mit Wärmepacks (37 °C) ausgelegten Styropor-

box ins Institut für Chirurgische Forschung transportiert und dort bis zur Implantation 

im Brutschrank unter Standardbedingungen gelagert.  

 

 

Abb. 12. Implantierte Trägermatrix in situ 

 

 

3.4.2.4.  Operationsverfahren der MSC-Gruppen ohne Trägermatrizen 

Für die Gruppe 3 wurden die MSC am Operationstag zu je 1.106 Zellen in 15 ml Fal-

cons pro Tier alliquotiert und wärmeerhaltend ins Institut für Chirurgische Forschung 

transportiert. Die Implantation erfolgte wie in Kap. 3.4.2.2. beschrieben. 

3.5.  Auswertungsmethoden 

Nach einem Zeitraum von 16 Wochen, als die Abschließung der Verfestigungsphase 

angenommen werden konnte und die Reifungsphase fortgeschritten war52, wurden 

die Tiere mit CO2 getötet und für die Auswertung aufbereitet. Die Exzision der Rege-

nerate verlief nach einem longitudinalen Schnitt entlang der Operationsnarbe. Dabei 
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wurden distal der Implantationsstelle der gesamte Calcaneus und proximal ein groß-

zügiger Anteil des m. gastrocnemius mit dem Skalpell entnommen. Die Zuteilung der 

Tiere zu den unterschiedlichen Auswertungsmethoden innerhalb einer Gruppe erfolg-

te nach einem im Vorfeld festgelegten Randomisierungsschema. Um eine Kontami-

nation mit probenfremder DNA zu verhindern, wurden dabei zwischen den Gruppen 

für Biomechanik und Molekularbiologie die Handschuhe gewechselt und jeweils ein 

neues Skalpell verwendet. Diese Proben wurden einzeln in mit PBS befeuchtete 

Kompressen gerollt, anschließend innerhalb der folgenden zwei Stunden biomecha-

nisch getestet und zur weiteren Verarbeitung für die molekularbiologischen Tests 

aufbewahrt. Die Proben für die histologische Untersuchung wurden einzeln in 2 ml 

Reagenzgefäßen mit Ethanol + 5% Hydroxyessigsäure über 24 Stunden bei + 4 °C 

fixiert, die Proben für die geplante elektronenmikroskopische Untersuchung in Kar-

nowski-Lösung (s. Anhang I, Protokoll 12). 

3.5.1.  Makroskopische Beurteilung 

Die entnommenen Regenerate wurden makroskopisch bezüglich ihrer Farbe, pal-

pablen Härte und des äußeren Erscheinungsbildes qualitativ examiniert. Des Weite-

ren wurden Länge und Querschnittsfläche gemessen (jeweils Mittelwert von drei 

Messungen) sowie der Übergang zwischen Regenerat und nativer Sehne beurteilt. 

3.5.2.  Biomechanische Testung 

Alle Proben wurden vor der biomechanischen Testung in Kompressen feucht gehal-

ten, die mit PBS durchtränkt worden waren, um die Zerreißwerte durch Austrocknung 

nicht zu beeinflussen. Für die Einspannung in den Längenänderungsaufnehmer (Fa. 

Zwick, Ulm) wurde eine modifizierte Knotentechnik nach Krappinger268 angewandt: 

Es wurde proximal der MTJ bzw. distal der OTJ mit einem Mersilene 0 Faden jeweils 

ein Prusikknoten angelegt, der unter Zugeinwirkung die Sehne in sich fixierte. Die 

freien Enden der Zugfäden wurden jeweils in die Messschneiden unter ständigem 

Zug eingespannt. Dabei wurden die Zugfäden jeweils 1 cm vom Knoten entfernt in 

die Messschneiden fixiert. Um die Proben für die nachfolgende mikrobiologische Un-

tersuchung nicht gegenseitig zu kontaminieren, wurden die Instrumente sowie Ein-

spannvorrichtung und Messschneiden nach jeder Gruppe mit DNAase DNA Remo-

verTM gereinigt und die Handschuhe gewechselt. 
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Der Längenänderungsaufnehmer hatte laut Herstellerdaten (Fa. Zwick, Ulm) einen 

Messbereich von 20 N bis 10 kN und eine Messungenauigkeit von 0,21%. Jede Pro-

be wurde mit einer Vorlast von 20 N und einer linearen Zuggeschwindigkeit von 20 

mm/min gedehnt bis sie riss bzw. bis ein Zugkraftmaximum erreicht worden war. Die 

Daten wurden mit einer Software (testXpert V5.0) aufgezeichnet. Es wurden sowohl 

die Reißkraft als auch der Quotient aus Reißkraft/Fläche auf signifikante Unterschie-

de berechnet (s. Kap. 3.5.6.). 

3.5.3.  Semiquantitativer PCR-Nachweis des Y-Chromosoms 

Nach der biomechanischen Testung wurden Calcaneus und der ansetzende Muskel 

entfernt und die Regenerate bei -20 °C gelagert. Schließlich wurden sie einzeln in ei-

nem modifizierten Standard-Lysispuffer269, bestehend aus 100 mM Tris-HCl (pH 8,5), 

5 mM EDTA, 0.2% SDS, 200 nM NaCl und 100 µg/ml Proteinkinase K bei 55 °C über 

24 Stunden lysiert; ihre DNA wurde mittels einer isolierenden Lösungsreihe aus 

Chloroform, Phenol-Chloroform (1:1), Isopropanol präzipitiert und im 10mM Tris-HCl 

Puffer (pH 8,5) eluiert und aufbewahrt. Die DNA-Menge wurde mittels BioPhotometer 

gemessen, es wurden 250 ng je Probe mit PCR-Mix (Zusammensetzung s. Anhang I, 

Protokoll 13) und Aqua dest. zu einem Gesamtvolumen von 20 µl vermengt. Als Pri-

mer wurden die von Kuddus et al.270 beschriebenen Sequenzen für das 392 Basen-

paare lange SRY-Gen auf dem Y-Chromosomen der Ratte verwendet. Primer mit 

Nukleinsäuresequenzen F:5’GGCTTCAAAGTAGATTAGTTGGG3’ sowie R: 

5’ATGCATTCATGGGGCGCTTGAC3’ wurden kommerziell von der Firma Invitrogen 

(Karlsruhe) bezogen. Der PCR-Cycler wurde auf 35 Zyklen programmiert (s. Anhang 

I, Protokoll 14) und die DNA anschließend mit 6x Orange loading dye solution ge-

färbt. Die Elektrophorese erfolgte mit 70 V/cm in einem 1,8% Agarose Gel (zur Her-

stellung s. Protokoll 15). 

3.5.4.  Histologische Auswertung 

Zur histologischen Auswertung wurden die Proben decalcifiziert und zum Kry-

oschneiden eingebettet (s. Anhang I, Protokoll 16). Es wurden 12 µm Kryo-Schnitte 

in coronarer Ebene angefertigt (s. Anhang I, Protokoll 8), von denen zunächst histo-

logische Färbungen mit Hematosin/Eosin (HE) und Toluidinblau-O (s. Anhang I, 

Protokoll 9 und Protokoll 10) zur Übersicht gemacht wurden. Für die lichtmikroskopi-
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sche Auswertung wurden auch die für die elektronenmikroskopische Beurteilung 

hergestellten Semidünnschnitte (s. Kap. 3.5.5.) herangezogen. 

3.5.4.1.  Qualitative Beurteilung 

Die histologische Beurteilung des neu gebildeten Gewebes wurde von einem unab-

hängigen Anatomen und zwei wissenschaftlichen Mitarbeitern durchgeführt. Zu-

nächst wurden die histologischen Schnitte (HE und Toluidinblau-O) bezüglich der 

Qualität des neu gebildeten Gewebes begutachtet und Unterschiede zwischen den 

Gruppen festgehalten. Die Entzündungsreaktion wurde nach einen Punktesystem mit 

folgender Graduierung ausgewertet: 0 = keine Entzündungszeichen, 1= leichte Ent-

zündungszeichen, 2 = mäßige Entzündungszeichen, 3 = maximal entzündetes Ge-

webe. 

3.5.4.1.1.  Immunhistologischer Nachweis von Osteopontin 

Die Kryo-Schnitte der Regenerate wurden anschließend mit der etablierten immun-

histologischen Färbung zum Nachweis von Osteopontin nach derselben Methode ge-

färbt. Die osteopontinbildenden Areale der Regenerate wurden mit denen in den HE-

Färbungen verglichen. 

3.5.4.2.  Quantifizierung der Ossifizierungsfläche 

Die Quantifizierung der Verknöcherung wurde anhand der HE-Übersichtsaufnahmen 

der Regenerate gemacht. Es wurden zwei Schnitte pro Tier aus zentralen Bereichen 

je Gruppe randomisiert ausgesucht. Bei jedem Schnitt wurde die sichtbar verknö-

cherte Fläche ohne Kenntnisnahme der Gruppenzugehörigkeit (verblindet) mit Adobe 

Photoshop manuell als Verknöcherungsfläche definiert und als eigenes Bild im TIFF-

Format abgespeichert. Die Gesamtregeneratsfläche wurde als diejenige Fläche 100 

µm proximal vom Calcaneus und 100 µm distal vom Gastrocnemiusansatz definiert 

und ebenfalls als eigenes Bild abgespeichert. Beide Bilder wurden mit ImageJ Com-

puter Software auf 8 Bit reduziert und direkt proportional zueinander skaliert. Die 

Farbwerte der Flächen wurden ab einem Sättigungsschwellenwert von 254 von 255 

für die Flächenberechnung homogenisiert, die Flächen wurden in Pixeleinheiten be-

rechnet. Anschließend wurde die Verknöcherungsfläche von der Gesamtregene-
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ratsfläche subtrahiert, und aus den einzelnen Werten wurden Mittelwerte pro Gruppe 

in Prozent berechnet und statistisch auf signifikante Unterschiede getestet.  

3.5.5.  TEM der Ultrastruktur 

Die regenerierten Proben wurden in ca. 2 mm Scheiben geschnitten und nach einem 

standardisierten Verfahren271 mit Osmium Tetroxide kontrastiert und quer in Epon-

harz eingebettet (s. Anhang I, Protokoll 18), sodass transemissionselektronen-

mikroskopische Schnitte in sagittaler und axialer Schnittebene erzeugt werden konn-

ten. Aus den Eponblöcken wurden sowohl 0,5-1 µm Semidünnschnitte als auch 70 

nm Dünnschnitte hergestellt. Die Semidünnschnitte wurden für die Beurteilung mit 

Toluidinblau-O gefärbt (s. Anhang I, Protokoll 10). Es wurden die Randbereiche der 

zentralen Abschnitte der Regenerate untersucht, in denen sich lichtmikroskopisch 

sehnenartiges Gewebe erkennen lies. Darin wurde die Ultrastruktur der Tenozyten 

und der ECM deskriptiv beurteilt. 

3.5.6.  Statistische Auswertung 

Die Fallzahlschätzung für die biomechanischen Versuche erfolgte bei einem gefor-

derten α = 5% und einer Power = 0,8 nach Näherungswerten aus der Literatur mit ei-

ner angenommenen Standardabweichung von σ = 4 Newton für die Verteilung der 

Mittelwerte MW1 = 16 Newton und MW2 = 11 Newton (Aspenberg et al.272).  

 

Wegen der kleinen Gruppengröße und einer nicht zu erwartenden Normalverteilung 

wurde mit dem nicht-parametrischen Kruskal Wallis Test (Anova on Ranks) für un-

verbundene Stichproben auf signifikante Unterschiede getestet und mit dem Dunns 

Post Test auf Signifikanzen zwischen den Vergleichsgruppen geprüft. Die Signifikanz 

wurde auf p<0,05 angesetzt.  

 

Die statistische Datenauswertung erfolgte mit der GraphPad Prism Software (Graph-

Pad Software Inc., San Diego, USA). 
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4.  Ergebnisse 

4.1.  Vorversuche 

4.1.1.  Verifizierung des Stammzellcharakters 

Lichtmikroskopisch zeigten die aus BMSC über Adhäsion selektierten Zellen in der 

zweiten Passage (P2) für MSC typische Morphologien. Es konnten alle drei Subty-

pen der MSC morphologisch ausgemacht werden (s. Abb. 13).  

 

Abb. 13. Lichtmikroskopisches Kontrollbild der Zellkultur in der zweiten Passage bei ca. 50% Konfluenz. 
Man findet alle drei morphologischen Subtypen der MSC: große abgeflachte Zellen (fc = flat cells), 
spindelige fibroblastenähnliche Zellen mit langen Ausläufern (sc = spindle-shaped cells) und RS-
Zellen (rc = rapidly self renewing cells).  

4.1.1.1.  Osteogene Differenzierung 

Die osteogen stimulierten Zellen zeigten mineralisierte Ablagerungsareale, die sich in 

der van-Kossa Färbung schwarz darstellen. Bei den unstimulierten Zellen dagegen 

blieb die Mineralisierung aus (s. Abb. 14). 
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Abb. 14. Nachweis der osteogenen Differenzierung (van-Kossa Färbung): Die osteogen stimulierten 
Zellen (a) zeigen zellnahe Mineralisierungsareale (schwarze Ablagerungen), die unstimulierten 
Zellen blieben unmineralisiert (b). 

4.1.1.2.  Adipogene Differenzierung 

Bei der adipogenen Differenzierung ließen sich bei den stimulierten Zellen Fettvakuo-

len nachweisen, die sich in der Oil Red-O Färbung rot anfärbten. Die Negativkontrol-

le zeigte nach 21 Tagen keine Fettbildung (s. Abb. 15). 

 

  
Abb. 15. Nachweis der adipogenen Differenzierung (Oil Red-O): Die adipogen stimulierten Zellen (a) 

zeigen Fettvakuolen (rot), bei den unstimulierten Zellen blieb die Fettbildung aus (b). 

4.1.1.3.  Chondrogene Differenzierung 

Die Toulidinblau-O Färbung weist Glykosaminoglykane der Knorpelgrundsubstanz 

an, indem sie positive Bereiche violett-blauen anfärbt. In den chondrogen stimulierten 

Zellpellets waren verdichtete Ansammlungen vom Toluidinblau-O Farbstoff zu finden, 

wohingegen die Negativkontrollen weniger verdichtete Zellklumpen innerhalb der 

a b

a b
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Pellets zeigten, die keinen Farbstoff aufnahmen. Außerdem hatten die stimulierten 

Pellets einen sichtbar kleineren, dichtebedingten Durchmesser (s. Abb. 16). 

 

 

Abb. 16. Nachweis der chondrogenen Differenzierung (Toluidinblau-O Färbung, Messbalken entspricht 
1 mm): Die stimulierten Pellets (a) zeigen einen positiven Glykosaminoglykananteil (b = 
Negativkontrolle). 

4.1.2.  Immunhistologische Antikörpertests für Ossifikation 

Bei der immunhistologischen Testung der knochenspezifischen Antikörper (Abb. 17) 

war bei Osteocalcin-Antikörper und Osteonectin-Antikörper keine DAB-Markierung 

des Calcaneus zu erkennen. Bei der Färbung mit Osteopontin war in den empfohle-

nen Verdünnungen (1:5, 1:10 und 1:20) eine braune Markierung zu erkennen, die 

mittlere Verdünnung (1:10) lieferte das beste Färbeergebnis. Für die nachfolgenden 

immunhistologischen Färbungen der Regenerate wurde mit dieser Verdünnung ge-

arbeitet. 

 

a b
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Abb. 17. Testung der knochenspezifischen primären Antikörper (30-fache Vergrößerung); als 
sekundärer Antikörper wurde ein biotinylierter IgG Anti-Maus (bei b und c) beziehungsweise Anti-
Kaninchen Antikörper (bei a) verwendet, der mit DAB gefärbt wurde (erscheint im Präparat 
dunkelbraun); Gegenfärbung mit Hämalaun (erscheint violett); 35-fache Vergrößerung: Osteocalcin-
Antikörper FL-100 - sc-30044 (a) und Osteonectin-Antikörper AON-1 (b) zeigten keine DAB-
Anfärbung des Calcaneus; bei der Markierung mit Osteopontin-Antikörper MPIIIB101 (c) konnten die 
ossifizierten Areale über die DAB-Färbung darstellbar gemacht werden. 

4.2.  Präoperative Maßnahmen 

Die drei Zelllinien der MSC aus Kap. 3.3.2.2., die für die Operationen genutzt wur-

den, zeigten wie bei den Vorversuchen (s. Kap. 4.1.1.) positive Ergebnisse in allen 

drei Differenzierungsversuchen (mineralisierte Ablagerungsareale bei osteogener 

Differenzierung, Fettvakuolenbildung bei adipogener Differenzierung sowie positive 

Anfärbung mit Toulidinblau-O bei chondrogener Differenzierung; Kontrollgruppen je-

weils alle negativ). 

 

Die besiedelten PGA Implantate zeigten eine regelmäßige Verteilung der Zellen auf 

den Implantaten (s. Abb. 18a). Die aufgebrachten Zellen konnten in allen Schichten 

der Scaffolds lichtmikroskopisch nachgewiesen werden. Bei den Kollagenmatrizen 

war die Verteilung der Zellen unregelmäßig innerhalb des Matrixgerüstes. Die Zellen 

in der oberen Hälfte – von der Besiedelungsseite bis zur Hälfte des Gerüstes – wa-

ren sichtbar sowie ganz unten in der Lyoplantplatte. Im Bereich dazwischen waren 

keine Zellen zu finden (s. Abb. 18b). 

a b c
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Abb. 18. Lichtmikroskopische Schnitte durch die besiedelten Implantate (HE-Färbung). a: Kollagen-
matrix: Man erkennt die blauen Zellkerne in der oberen Hälfte des Kollagengerüstes sowie ganz 
unten in der untersten Schicht der Lyoplantplatte (rote Kreismarkierungen). b: PGA-Matrix: Die 
Zellen (blaue Zellkerne) sind hier in allen Schichten vorhanden; durch die starke Porosität des PGA-
Stoffes kam es zur schnittbedingten Artefaktbildung (*). Die PGA-Fasern (dicker Pfeil) und die 
Anheftung der Zellen an diese (dünne Pfeile) waren deutlich auszumachen. 

4.3.  Postoperativer Verlauf 

Der Verband wurde von allen Tieren nach zwei bis fünf Tagen postoperativ abge-

nagt. Alle Tiere bewegten sich frei im Käfig herum. Nach der operationsbedingten 

Bewegungseinschränkung (sichtbares Hinken und Belastungsverstärkung auf das 

linke Bein) zeigten alle Tiere nach 10-14 Wochen ein gleichmäßiges und ungehemm-

tes Laufmuster. Die Tötung erfolgte planmäßig nach 16 Wochen. 

a b 
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4.4.  Versuchsauswertungen 

4.4.1.  Makroskopische Beurteilung 

Alle Regenerate wiesen makroskopisch hinsichtlich der Form und Beschaffenheit 

keine erkennbaren Unterschiede zwischen den Gruppen auf.  

 

Das Gewebe in allen Gruppen war palpabel viel steifer und weniger elastisch als je-

nes einer nativen Sehne. Die Oberfläche wies eine raue aber feuchte Struktur mit 

tastbar kleinen Unebenheiten auf. Der deutlich festere und härtere Mittelschaft war 

von rosiger Farbe mit diffus fleckigen Rötungen, umgeben von einem weicheren 

Saum aus hellrosa Gewebe mit sichtbarer Vaskularisation (s. Abb. 19). Alle Regene-

rate waren zwischen 54% und 74% länger (Strukturmerkmal a, s.a. Tab. 8, Kap. 

4.4.5.) und in der Querschnittsfläche größer im Vergleich zu den Nativsehnen (s. 

Tab. 4). Die Insertionsstelle in den Muskel (MTJ) war kompakter und der Muskel 

schien hypertrophiert und verkürzt zu sein. Der ursprüngliche Abstand von mindes-

tens 1 mm Länge zur Originalsehne, an die das Scaffolds angenäht worden war 

schien verkürzt bzw. nicht mehr vorhanden zu sein. 

 

 

Abb. 19. Postoperatives makroskopisches Bild: Native (a) und operierte Sehne 16 Wochen nach 
Scaffoldeinnähung (b) in situ: das regenerierte Gewebe war im Durchschnitt dicker und von der 
Beschaffenheit her steifer und weniger elastisch (M = m. gastrocnemius, C = Calcaneus; 
Messbalken entspricht 20 mm). 

 

 

 

 

 

a b 
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Gruppe Gruppenbezeichnung Länge 

[mm] 

Querschnittsfläche 

[mm2] 

1 N 12,9 ± 0,8 9,5 ± 2,4 

2 N + BMSC 13,0 ± 1,0 10,9 ± 3,6 

3 N + MSC 13,2 ± 1,3 11,1 ± 1,5 

4 PGA 13,2 ± 0,3 7,6 ± 2,1 

5 PGA + BMSC 11,7 ± 1,5 7,3 ± 2,7 

6 PGA + MSC 12,6 ± 0,7 8,9 ± 1,8 

7 Col I 13,6 ± 0,8 11,2 ± 1,2 

8 Col I + BMSC 12,9 ± 1,0 9,0 ± 2,5 

9 Col I + MSC 13,1 ± 1,0 9,6 ± 2,0 

N Nativsehne 7,7 ± 0,4 2,1 ± 1,0 

Tab. 4  Ergebnisse der Längen- und Querschnittsmessung der Regenerate 
 

Die oben genannten Merkmale waren in den Regeneraten aller Gruppen zu finden. 

Sämtliche Versuchsgruppen zeigten untereinander keine signifikanten Unterschiede 

für Regeneratlänge und Querschnitt (p>0,05). 

4.4.2.  Biomechanische Testung 

Tab. 5 zeigt die Ergebnisse der biomechanischen Versuche. 

Gruppe Gruppenbezeichnung Ausreißkraft 

[N] 

% der nativen 

Sehne 

Kraft pro Fläche 

[N/mm2] 

1 N 42,6 ± 13,6 78% 4,67 ± 2,17 

2 N + BMSC 37,1 ± 9,0 68% 3,79 ± 1,59 

3 N + MSC 36,5 ± 11,0 67% 3,33 ± 1,03 

4 PGA 42,9 ± 8,4 78% 6,04 ± 2,22 

5 PGA + BMSC 46,2 ± 7,6 85% 7,51 ± 4,59 

6 PGA + MSC 39,4 ± 8,8 72% 4,64 ± 1,62 

7 Col I 51,2 ± 14,0 94% 5,09 ± 1,75 

8 Col I + BMSC 45,0 ± 16,8 82% 5,17 ± 2,14 

9 Col I + MSC 44,3 ± 14,8 81% 4,86 ± 1,73 

N Nativsehne 52,6 ± 7,8 100 % 27,9 ± 8,0 

Tab. 5  Ergebnisse der Ausreißkraft und des Kraft/Querschnittsfläche-Quotienten 
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Bezüglich der Reißkräfte hatte Gruppe 7 (nur Kollagen) die besten Ergebnisse, je-

doch nicht statistisch signifikant besser als die Nativsehne. Die Nahtgruppen mit Zel-

len (Gruppe 2 = Naht + BMSC und Gruppe 3 = Naht + MSC) hatten signifikant gerin-

gere Werte als die Nativsehnen (s. Abb. 20). Im Vergleich des Kraft/Fläche-

Quotienten hatten alle Gruppen schlechtere Ergebnisse als die Nativsehen, größten-

teils signifikant bis hochsignifikant (s. Abb. 21). 
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Abb. 20. Berechung auf signifikante Unterschiede der Reißkräfte zwischen den Gruppen [n=6] mittels 
Kruskal Wallis Test mit Dunns Post Test für multiple Vergleichsgruppen;  

   * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001 
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Abb. 21. Berechung auf signifikante Unterschiede des Kraft/Fläche-Quotienten zwischen den Gruppen 
[n=6] mittels Kruskal Wallis Test mit Dunns Post Test für multiple Vergleichsgruppen;  

   * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001 
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4.4.3.  Semiquantitativer PCR-Nachweis des Y-Chromosoms 

Zum Ergebnis der PCR für das Y-Chromosom, das eine Präsenz der implantierten 

Zellen 16 Wochen p.o. vorweisen sollte, siehe Abb. 22.  

 

Abb. 22. PCR-Ergebnisse für das SRY-Gen; * = Artefakt aus Elektrophorese 

 

4.4.4.  Histologische Auswertung 

4.4.4.1.  Qualitative Beurteilung 

Nach 16 Wochen Heilungsperiode konnten in keinem der Schnitte (HE und Tolui-

dinblau-O) Reste von Naht- oder Matrixmaterial nachgewiesen werden. Auch histo-

logisch zeigten sich ähnliche Gesamtbilder hinsichtlich des neu gebildeten Gewebes 

mit nur geringen Unterschieden zwischen den Gruppen (s. Abb. 23). 

 

Innerhalb der Regenerate fanden sich zentral vereinzelte und teilweise zusammen-

laufende Massen von Knochengewebe, was besonders gut in der HE-Färbung zu 

sehen war. Die Knochenbildung wurde mit der Osteopontin-Färbung nachgewiesen 

(s. Abb. 26 und Abb. 27). Die ossifizierten Areale waren meist inselartig im Regene-

* 



Ergebnisse  55 

 

rat verteilt (Strukturmerkmal b, s.a. Tab. 8, Kap. 4.4.5.), bei manchen Präparaten war 

das gesamte Regenerat verknöchert. Bei allen Regeneraten erstreckten sich die os-

sifizierten Areale über die gesamte Länge. Falls die Verknöcherung in inselartiger 

Formation auftrat, waren zwischen den Inselchen zugartige Stränge aus Bindegewe-

be zu finden. Dieses war in der HE-Färbung meistens eosinophil und bestand aus 

einzelnen parallelen Fasern, die in der Suprastruktur Bündel bildeten, die parallel der 

physiologischen Zugrichtung der Sehne ausgerichtet waren. Stellenweise war in ei-

nigen Regeneraten (gruppenunspezifisch), an Stellen wo keine Verknöcherung statt-

gefunden hatte, der Raum durch dichtes basophiles und unparalleles lockeres Bin-

degewebe gefüllt worden (Strukturmerkmal c; s. Abb. 24a, s.a. Tab 8, Kap. 4.4.5.). 

Im Bindegewebe konnten sowohl Arteriolen als auch Venolen ausgemacht werden. 

Der Knochen bestand allerorts aus trabekulär angeordneten Bälkchen. Diese waren 

unterschiedlicher Dicke und Dichte, was auf einen aktiven Umbauprozess hinwies. In 

den zentralen Teilen, vor allem bei den Regeneraten, die MSC erhalten hatten, wa-

ren in der Knochenstruktur weite Markräume zu finden. Bei den MSC Gruppen war 

die Trabekelstruktur im Verglich zu BMSC Gruppen allgemein feiner (s. Abb. 24c und 

d). Die distalen und proximalen Verknöcherungszonen wiesen dagegen bei allen Re-

generaten eine kompakte Struktur auf und der Übergang zum fortleitenden Bindege-

webe war meist fließend und nur stellenweise (auch gruppenunspezifisch) hart und 

scharf. Das in longitudinaler Achse angrenzende Bindegewebe war meist noch intak-

tes Sehnengewebe (s. Abb. 24e), bei einigen Präparaten war die Verknöcherung 

proximal bis in den Muskel vorgedrungen (ebenfalls gruppenunspezifisch). Zum Er-

gebnis der Punktevergabe der inflammatorischen Reaktion siehe Tab. 6. Dabei war 

das entzündete Areal zumeist in der Junktionszone zwischen nativer Sehne und neu 

gebildetem Gewebe. Auffallend war, dass keine Inflammation bei den Kollagengrup-

pen zu finden war. Bei allen Regeneraten war das zentral ossifizierte Gewebe nach 

lateral von parallelen Bündeln aus gewellten eosinophilen Bindegewebe umgeben 

(Strukturmerkmal d, s.a. Tab. 8, Kap. 4.4.5.), was einer sehnenartigen Suprastruktur 

ähnelte. 
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Gruppe Gruppenbezeichnung Entzündungsreaktion 

(n=3) 

1 N 0,7 ± 0,5 

2 N + BMSC 1,3 ± 0,5 

3 N + MSC 1,0 ± 0,0 

4 PGA 1,3 ± 0,5 

5 PGA + BMSC 1,0 ± 0,0 

6 PGA + MSC 1,0 ± 0,0 

7 Col I 0,0 ± 0,0 

8 Col I + BMSC 0,0 ± 0,0 

9 Col I + MSC 0,0 ± 0,0 

Tab. 6  Bewertung der Entzündungsreaktion (0 = keine Entzündungszeichen, 1= leichte 
Entzündungszeichen, 2 = mäßige Entzündungszeichen, 3 = maximal entzündetes Gewebe) 

 

Diese Randbereiche, in denen Sehnenneubildung vermutet wurde, wurden anhand 

der Semidünnschnitte (s. Kap. 3.5.5.) in 400-facher Vergrößerung beurteilt (s. Abb. 

25). Dabei fanden sich am Rande aller Regenerate parallele oder leicht gewellte 

straff angeordnete Bindegewebsfasern, zwischen denen platte Kerne von Fibrozyten 

lagen. Die straff angeordneten Fasern glichen in Hinsicht auf Verlauf und Packungs-

dichte denen einer Sehne. Erkennbare Gruppenunterschiede hinsichtlich der qualita-

tiven Eigenschaften wie Saumdicke, Zellanzahl/-sichte und strukturelle Vollwertigkeit 

konnten auch hier nicht festgestellt werden.  
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Abb. 23. Übersichtsaufnahmen der Regenerate in coronarer Ebene (HE-Färbung, 6-fache 
Vergrößerung, Messbalken entspricht 5 mm). Der Calcaneus ist jeweils oben zu sehen, der m. 
gastrocnemius unten. Man findet bei allen Regeneraten teilweise unterschiedlich stark ausgeprägte 
zentrale Verknöcherungsinseln zwischen Strängen von lockerem und straffem Bindegewebe. 
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Abb. 24. Bildtafel zur histologischen Auswertung (HE-Färbung). a (52-fache Vergrößerung): Das 
inselartig auftretende ossifizierte Gewebe (oG) ist umgeben von meist straffem, der physiologischen 
Zugrichtung parallelem Bindegewebe (sBG). Mancherorts ist das Bindegewebe locker und stark 
basophil (lBG). b (120-fache Vergrößerung): Zwei verknöcherte Inselchen eingebettet in straffes 
Bindegewebe. c und d (85-fache Vergrößerung): Auffallend feinere Trabekelstruktur und weitere 
Markräume (MR) bei den MSC-Gruppen (c) im Vergleich zu den BSMC-Gruppen (d). e (60-fache 
Vergrößerung): Proximale Transformationszone: das ossifizierte Gewebe (oG) an den proximalen 
Enden ist meist kompakter Natur und geht über straffes Bindegewebe (sBG) fließend in die Sehne 
(S) über, an die der Muskel (M) anschließt. Bei der ursprünglichen Übergangssehne sind noch die 
einzelnen Faserstrukturen zu erkennen (Pfeile). 

a

b

e

c d
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Abb. 25. Sagittaler Schnitt durch das Regenerat (Toluidinblau-O Färbung). a: 85-fache Vergrößerung:  
F = Fettzelle, K = verkalktes Knochenbälkchen. b: 340-fach vergrößerter Abschnitt des sehnen-
artigen Randsaumes: man sieht den parallelen Verlauf der straffen Bindegewebsfasern; dazwischen 
liegen platte Tenozyten, die teilweise euchromatine Kerne besitzen (dünner Pfeil). Am Rand der 
Sehnen findet man zunächst eine dichtere Schicht (PT = Peritendineum) und dann aufgelockertes 
Bindegewebe (B). * = Präparationsartefakt; Messbalken entspricht 125 µm, ( -  definierte 
Regionen für TEM, s. Kap. 4.4.5.). 

 

 

Abb. 26. Darstellung der Ossifizierungsübereinstimmung: oben HE-Färbung, unten Osteopontinfärbung 
(13-fache Vergrößerung, Messbalken entspricht 5mm). 

a b
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Abb. 27. Immunhistologischer Nachweis der Verknöcherung (primärer AK: Osteopontin-AK MPIIIB101, 
sekundärer AK: biotinylierter IgG Anti-Maus-AK, tertiärer AK: DAB-Komplex, Gegenfärbung 
Hämalaun; 6-fache Vergrößerung, Messbalken entspricht 5mm). Die ossifizierten Areale erscheinen 
durch die DAB-Färbung dunkelbraun. 
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4.4.4.2.  Quantifizierung der Ossifizierung 

Die Quantifizierung der verknöcherten Areale zeigte folgende Ergebnisse: 

 

Gruppe Gruppenbezeichnung Ossifizierte Fläche ± SD [%] 

(n=9) 

1 N 34 ± 12 

2 N + BMSC 36 ± 15 

3 N + MSC 37 ± 8 

4 PGA 33 ± 12 

5 PGA + BMSC 22 ± 13 

6 PGA + MSC 41 ± 11 

7 Col I 41 ± 10 

8 Col I + BMSC 47 ± 17 

9 Col I + MSC 28 ± 4 

Tab. 7  Quantifizierung der Ossifizierung; Sämtliche Versuchsgruppen zeigten untereinander keine 
signifikanten Unterschiede (Kruskal Wallis Test mit Dunns Post Test für multiple Vergleichgruppen, 
jeweils p>0,05). 

 

Die durchschnittliche Ossifizierungsrate aller Regenerate betrug 35 ± 13%. 

4.4.5.  Elektronenmikroskopische Beurteilung der Ultrastruktur 

In allen Regeneraten wurde – wie bereits in Kap. 4.4.4.1. beschrieben – am Rand 

sehnenartige Neubildung gefunden. Wie im lichtmikroskopischen Präparat fielen 

auch elektronenmikroskopisch zwischen den Gruppen keine signifikanten Unter-

schiede bzgl. der Dicke des Sehnensaumes oder der strukturellen und zellmorpholo-

gischen Beschaffenheit der Ultrastruktur auf. Die im Folgenden beschriebene Ten-

denz der Sehnenqualität von profund nach superficial (knochennah nach knochen-

fern) war von Regenerat zu Regenerat unterschiedlich ausgeprägt, aber immer deut-

lich vorhanden. 

 

Die Zellen zeigten dabei im Allgemeinen verschieden ausgeprägte Beschaffenheit, 

die auf einen unterschiedlichen Grad der Aktivität hinwies. Eine deutliche Grenze 

zwischen Knochen und unverkalktem Bindegewebe war klar zu erkennen (s.a. Abb. 

25, ), wobei der Übergang nicht einem typischen Erscheinungsbild einer Sehnen-
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Knochen-Insertionen22,273 entsprach; die Grenze war nicht geradlinig. Vielmehr ging 

das Gewebe zackenförmig und unstrukturiert ineinander über. Im sehnenähnlichen 

Bindegewebe waren stellenweise noch Knocheninselchen vorhanden (s. Abb. 28). 

Eine deutliche funktionelle Strukturierung, d.h. ein klassisches zuggerichtetes Ein-

strahlen der Sehne in Faserknorpel oder in den Knochen einstrahlende Sharpey-

Fasern waren nicht erkennbar. 

 

Im Knochen fand man ausgeprägte Verkalkung mit dichten Arealen aus nadelförmi-

gen Apatitkristallen, die in die parallel angeordneten Kollagenfibrillen eingebaut wa-

ren (s. Abb. 29). Auch elektronenmikroskopisch sah man, dass die knöcherne Struk-

tur aus unregelmäßigen Bälkchen bestand. Die Zellen innerhalb der Knochenmatrix 

waren meist rundlich-ovaler Form mit großem Kern und großem Nukleolus und wie-

sen viele Vesikel sowie gut entwickeltes rER auf. Die Fortsätze waren abgeflacht und 

wenig ausgeprägt. In der Außenzone der verkalkten Areale waren osteoblastenähnli-

che Zellen zu sehen, die nicht in einer typischen Lakune lagen. Auch die dem ver-

kalkten Gewebe anliegenden Osteoblasten, die eine hohe Dichte von rauem en-

doplasmatischen Retikulum erkennen ließen, wiesen auf aktives, sich umstrukturie-

rendes Gewebe hin.  
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Abb. 28. Knochen-Sehnen-Übergang (TEM Übersichtsaufnahme, 1800-fache Vergrößerung); Rechts 
oben im Bild sieht man mineralisierte Knochenmatrix (K), die unregelmäßig in das Sehnengewebe 
übergeht und stellenweise in es hineinragt (#). An der Knochen-Sehnen-Grenze findet man 
Osteoblasten (OB), die einen großen Kern und großen Nukleolus aufweisen, sowie umfangreiches 
rER, das auf Eiweißsynthese hinweist. Vereinzelt in der Knochenmatrix finden sich vitale 
Osteozyten (OZ) sowie Zellansammlungen, die mit rER, Vesikeln und Granula gefüllt sind, aber 
keine geordnete Struktur aufweisen (oben im Bild) und näher analysiert wurden. gOB = 
geschädigter Osteoblast, * = Rissartefakte; Messbalken entspricht 20 µm. 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 29. Mineralisierte Knochenmatrix an der Knochen-
Bindegewebsgrenze in 35000-facher Vergrößerung; 
dicht gepackte Apatitkristalle bilden ein 
quervernetzes Gitter mit den Kollagenfibrillen (K). 
Unten im Bild Kollagenfibrillen (k) der Sehne. 
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Im Bindegewebsbereich in Knochennähe (s. Abb. 25, ) fand man sich teilweise 

länglich ausrichtendes Gewebe mit einem vielfältigen Erscheinungsbild. Die Tenozy-

ten, die im Längsschnitt sowohl ein flaches als auch eher ovales oder polymorphes 

Erscheinungsbild boten, lagen größtenteils parallel zwischen Bündeln von Kollagen-

fibrillen (s. Abb. 30). Ihre Somata waren verschieden groß, eine Regelmäßigkeit bzgl. 

Zelldicke, -länge und -anordnung war nicht zu erkennen. Vereinzelte Kerne wiesen 

am Rand auffällig verdichtetes dunkles Heterochromatin auf, das womöglich auf ei-

nen degenerativen Umbau der DNA hindeutete. Zwischen den Tenozyten lagen in 

einer ungleichmäßigen Verteilung zu Grunde gehende Zellen, teilweise fanden sich 

flächenhaft ganze Felder von apoptotischen Zellen (s. Abb. 31) und apoptitic bodies 

– dichte Restvesikel untergegangener fragmentierter Zellen274. Die Kollagenfibrillen 

waren stochastisch in parallele Bündel in Längs- und Querrichtung angeordnet. Eine 

Längs- und Querstreifung der Fibrillen war zu erkennen. Die Anordnung der Fibrillen 

ergab eher ein chaotisches und geschädigtes Gesamtbild und die einzelnen Fibrillen 

hatten teilweise atypischen auffallend rhomboiden, kantigen Querschnitt, was auf ei-

ne mögliche Kollagenbildungsstörung hindeutete (s. Abb. 32). 

 

In weiterer Entfernung des verknöcherten Gewebes (s. Abb. 25, ) fand man eine 

stärker geordnete Struktur. Das Gesamtbild zeigte im Längsschnitt einen ausgerich-

teten Verlauf von Kollagenfibrillen, zwischen denen die Tenozyten parallel flach und 

stellenweise gewellt angeordnet lagen. Anzahl, Größe und Aktivitätsgrad der Tenozy-

ten variierte von Feld zu Feld aber auch innerhalb eines Gesichtsfeldes. Die Zellen 

hatten überwiegend ein flaches Soma mit langen, dünnen Fortsätzen und machten 

im Vergleich zu knochennahen Zellen einen funktionell effektiveren Eindruck. Die 

Nuclei waren zelltypisch oval bis flach und zeigten ein ausgeglichenes Verhältnis 

zwischen Eu- und Heterochromatin. Einige Tenozyten waren mit viel rER und exozy-

totischen Vesikeln ausgestattet, was auf Proteinsynthese hinwies. Andere hingegen 

waren organellarm und enthielten geschädigte Mitochondrien; auch sporadisch auf-

tretende apoptotische Zellen sowie apoptitic bodies wiesen auf ein möglicherweise 

geschädigtes oder minderwertiges Milieu hin (s. Abb. 33, Abb. 34). Die Kollagenfibril-

len waren parallel angeordnet, und im Vergleich zu knochennäheren Regionen wa-

ren sie uniformer; in größerer Auflösung waren die regelmäßigen 67 nm breiten D-

Perioden zu erkennen sowie die dazwischen liegende Querstreifung. In kleinerer 

Vergrößerung ergaben die Kollagenfibrillen bündelförmige Einheiten höherer Ord-
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nung, die auch lichtmikroskopisch als Kollagenfasern erkennbar waren. Elektronen-

mikroskopisch waren die Kollagenfasern, die zusammen mit den parallelen Tenozy-

ten ein wellenförmiges Muster ergaben, im Allgemeinen eher in eine Richtung ausge-

richtet – parallel zur physiologischen Zugrichtung der Achillessehne. Zwischen ein-

zelnen Kollagenfibrilbündeln sowie unmittelbarer Zellnähe fand man gehäuft Mikrofi-

brillen von ca. 12-15 nm Durchmesser, die stochastisch angeordnet innerhalb von 

ebenso parallelen Strängen verteilt lagen (s. Abb. 35) und deren Natur nicht eindeu-

tig zu definieren war. Vermutlich handelt es sich um besondere Kollagenstrukturen, 

die physiologisch in einem Umbauprozess von Kollagenfibrillen entstehen und mögli-

cherweise einen Richtungswechsel der Zugkraft der Kollagenfasern andeuten275,276. 

Zusammenfassend sind die Ergebnisse in der TEM-Bildgebung als umhüllende peri-

phere Sehnenneubildung um die zentralen verknöcherten Areale zu deuten (Struk-

turmerkmal d, s.a. Tab. 8, Kap. 4.4.5.). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 30. Aufnahme in Knochennähe (13100-fache Vergrößerung): Zwei Tenozyten (TZ) und eine Zelle 
mit besonders dichtem Heterochromatin (Pfeile), das auf beginnende Apoptose hinweisen könnte. 
Unten im Bild dichte apoptic bodies. Erläuterungen s. Text. Messbalken entspricht 5 µm 
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Abb. 31. Zytoplasma einer apoptotischen Zelle im knochennahen Sehnengewebe (23000-fache 
Vergrößerung): die Form der ursprünglichen Zelle ist noch erkennbar, die Membran hat ihre 
charakteristische Struktur verloren und ist nicht mehr sichtbar. Es sind nur noch Überbleibsel von 
Zellorganellen sowie einzelne Apatitkristalle (*) zu erkennen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 32. Knochennahe Kollagenfibrillen 
im Querschnitt (50000-fache 
Vergrößerung); auffallende 
rhomboide und kantige Form der 
Kollagenfibrillen, die teilweise zu 
verschmelzen scheinen. 
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Abb. 33. Übersicht des Gewebes in der knochenfernen Region; a (Längsschnitt, 4400-fache Vergrö-
ßerung): stark abgeflachte Tenozyten mit zum Teil geschädigten Mitochondrien (gM) und langen, 
extrem dünnen Fortsätzen, die dem Verlauf der Kollagenfibrillen folgen. Die dicht gepackten 
Kollagenfibrillen sind parallel, stellenweise physiologisch gewellt ausgerichtet. b (Querschnitt, 3300-
fache Vergrößerung): Relativ regelmäßig angeordnete Tenozyten zwischen den von ihnen 
produzierten Kollagenfibrillen; stellenweise finden sich apoptotische Zellen bzw. apoptotic bodies 
(gestrichelte Umrandungen). 
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Abb. 34. Zwei Tenozyten unterschiedlicher Aktivitätsgrade mit gut erhaltener intakter Ultrastruktur. a: 
sehr produktiver Tenozyt mit schlanken Fortsätzen (23000-fache Vergrößerung): Das Zytoplasma 
ist mit zahlreichen Organellen gefüllt und lässt das Soma im Schnitt sehr breit erscheinen. Man 
erkennt einen großen Golgi Apparat (G) und viel rER mit Ribosomen, viele Mitochondrien (M) mit 
dunkler Matrix und sichtbaren Christae, die das Gesamtbild einer starken Kollagensyntheseleistung 
bieten. Periphere Mikrofibrillen (MF) sprechen für eine Um- bzw. Neustrukturierung von Kollagen. b: 
Tenozyt mit vermutlich geringerer Syntheseleistung (31000-fache Vergrößerung): Der dünne 
Zellkörper, der sich an die Form des ebenso dünnen und platten Zellkerns anschmiegt, ist mit 
seinen langen Fortsätzen typisch für Tenozyten im vitalen Sehnengewebe. In dem dünnen 
Zytoplasma sind nur wenige Organellen vorhanden, ER und Golgi Apparat sind gering entwickelt 
und hier zum Teil nicht angeschnitten, man erkennt nur wenige Transportvesikel (TV). Die 
umliegenden Kollagenfibrillen zeigen ein gleichmäßiges, ausgereiftes Muster. 



Ergebnisse  69 

 

 

Abb. 35. Kollagenfibrillen in knochenferner Sehne (65000-fache Vergrößerung): Die Kollagenfibrillen 
laufen parallel in eine der Zugkraft entsprechenden Richtung. Man erkennt die typischen 
regelmäßigen D-Perioden von 67 nm Länge (D). Zwischen einzelnen Fibrilbündeln finden sich 
sporadisch auch Mikrofibrillen (MF), die eine physiologische Umstrukturierung andeuten 
(Erläuterungen siehe Text). 

 
Strukturmerkmal Beschreibung 

Strukturmerkmal a Makroskopisch: alle Regenerate länger als Nativsehnen 

Strukturmerkmal b Mikroskopisch: inselartige Verteilung der ossifizierten Areale 

im Regenerat 

Strukturmerkmal c Mikroskopisch: Auffüllung durch dichtes basophiles und unpa-

ralleles lockeres Bindegewebe an Stellen, wo keine Verknö-

cherung stattgefunden hatte. 

Strukturmerkmal d Mikroskopisch und elektronenmikroskopisch: periphere, die 

zentral verknöcherten Areale umhüllende Sehnenneubildung 

Tab. 8  Übersicht der gemeinsamen makro-, mikro- und elektronenmikroskopischen Strukturmerkmale 
aller operierten Gruppen 
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5.  Diskussion 

5.1.  Diskussion der Methoden 

5.1.1.  Vorversuche 

Die Isolierung von MSC aus einem Pool von Knochenmarkszellen durch Plastikad-

häsion nach Friedenstein211 stellt eine sehr einfache und relativ schnelle Methode 

dar. Es gibt einige optimierte Alternativmethoden277,278, allen voran die Methode mit-

tels eines Ficoll-Dichtegradienten279,280, die etwas spezifischer zu sein scheint und 

die Gefahr von Immunreaktionen minimiert279. Da für dieses Projekt eine sehr große 

Anzahl an MSC gebraucht wurde und mit Inzucht-Stamm Tieren gearbeitet wurde, 

wo eine immunogene Reaktion nicht zu erwarten ist, wurde auf diese Methode ver-

zichtet. 

 

Die beschriebene Methode der dreifachen Differenzierung von Stammzellen in Oste-

ozyten, Adipozyten und Chondrozyten ist ebenfalls Goldstandard für die Bestätigung 

des Stammzellcharakters von MSC281,282. Obwohl einige Oberflächenmarker bereits 

bekannt sind, die in in-vitro erforscht wurden (u.a. CD73, CD90, CD105)213,283, ist 

heutzutage eine phänotypische Charakterisierung mittels spezifischer Antikörper 

noch nicht möglich284. Die in dieser Arbeit angewandten Methoden waren bereits von 

anderen Autoren für andere Stammzelltypen erfolgreich etabliert worden256,257,285,286 

und zeigten auch bei den aus Rattenknochenmark gewonnenen MSC ihre Anwen-

dungsmöglichkeiten. Bei der chondrogenen Differenzierung wurde zusätzlich zu den 

ursprünglichen Protokollen FGF-2 verwendet, da dies einen verstärkten chondroge-

nen Differenzierungseffekt zu haben scheint287. Analog konnten in dieser Arbeit      

ebenfalls eine positive Differenzierung in alle drei Linien gezeigt werden.  

5.1.2.  Versuchsmodell 

In dieser Arbeit sollte der Regenerationsprozess bei dem so genannten critical size 

defect – einem 3-mm Totaldefekt in-vivo untersucht werden. Dies stellt einen grund-

legenden Unterschied hinsichtlich der biomechanischen Beanspruchung des Scaf-

folds/Regenerates gegenüber einem Partialdefekt oder einem adaptierbaren Defekt-

modell dar187,288. Die Defektheilung sollte in der vorliegenden Arbeit mit einer Neubil-
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dung von Gewebe ablaufen, da die Sehne vollkommen durchtrennt worden war und 

– im Vergleich zur scharfen vollständigen oder partiellen Sehnendurchtrennung (z.B. 

Sehnenanriss/-anschnitt) – keinen Kontakt zur ursprünglichen nativen Sehne am ge-

genüberliegenden Wundrand hatte. Die Lücke wurde mit einer Rahmennaht über-

brückt und nicht etwa mit einer Sehnennaht zusammengenäht (wie bei der Versor-

gung von scharfen Inzisionen72,86,92), sodass sie durch neues Gewebe (autogen oder 

iatrogen) aufgefüllt werden musste. Solch ein Modell simuliert zum Beispiel die Situa-

tion einer kompletten Rotatorenmanschettenruptur oder einer massiven Achillesseh-

nen- oder Kreuzbandruptur, bei der die lädierten Stümpfe keine brauchbare Sub-

stanz zur konventionellen Sehnennaht darstellen und die ursprüngliche Sehnenlänge 

eingehalten werden muss, da es sonst zu Bewegungseinschränkungen kommen 

kann289,290. Aus klinischer Erfahrung heraus ist bekannt, dass unter gewissen Um-

ständen bei adäquater Stumpfadhärenz komplette Achillessehnenrupturen konserva-

tiv mit einem guten funktionellen Ergebnis ausheilen können, was jedoch nicht für 

Rupturen des Vorderen Kreuzbandes und der Rotatorenmanschette gilt. Daher muss 

das Modell in seiner Übertragbarkeit auf andere Sehnen als limitiert gesehen wer-

den. Als Tiermodell hatte sich die Ratte angeboten, da sie als Kleintier relativ niedri-

ge Kosten in der Beschaffung und Haltung verursacht und für molekulardiagnosti-

sche Zwecke im heterosexuellen Transplantationsmodell durch Inzucht geeignet ist. 

Im Vergleich zu Mäusen haben Ratten größere Sehnen und schienen für dieses Mo-

dell geeignet zu sein291. Als Operationsobjekt wurde die Achillessehne gewählt: bei 

der Ratte ist sie vom Operationszugang leicht zugänglich und in Bezug auf die Kör-

pergröße relativ groß, weswegen die Implantation eines Scaffolds möglich ist. Die 

physiologische Beanspruchung der Achillessehne ist bei der Ratte ein elementarer 

Vorgang, da ohne die Plantarflexion der hinteren Extremität – und somit Ausübung 

der Zugkraft auf die Achillessehne – keine Fortbewegung möglich ist. Bei jedem 

Schritt wird ein tensiler Stimulus auf die Sehne bzw. ihre Stromazellen produziert, der 

aufgrund der Anatomie, insbesondere dem Scharniergelenk im OSG, einen nahezu 

eindimensionalen Summenvektor hat. Die Behandlung des Totaldefektes der Sehne 

erfolgte – angelehnt an das Modell des Totaldefektes für Knochen von Drosse et 

al.292 – mit einer Rahmennaht, die die Primärstabilität erhalten und die Fortführung 

der physiologischen Bewegungsrichtung postoperativ sichern sollte. Bei diesem Mo-

dell sollte sich die mechanische Beanspruchung auf die Neubildung des Gewebes 

auswirken: die Zugkraft, die über die Rahmennaht auf den Defektraum übertragen 
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wurde, sollte einen tensilen Reiz bewirken und in diesem Sinne einen natürlichen te-

nogenen Differenzierungsstimulus erzeugen. 

5.1.3.  Verwendete Zellen und Trägermatrizen 

Die Verwendung von MSC – zum einen isoliert und zum anderen in einem Pool der 

gesamten BMSC – findet im Forschungsfeld der Sehnenregeneration eine weit ver-

breitete Anwendung. In diesem Projekt wurden 1 Million MSC in die Sehnen implan-

tiert, da diese Anzahl bereits als gute Referenz von andern Autoren genannt wur-

de187,231. Awad et al. hatten zudem herausgefunden, dass eine höhere Anzahl an 

MSC keinen Vorteil für derartige Versuche mit sich bringt187. Bezüglich der BMSC 

hatte sich in erweiterten Vorversuchen gezeigt, dass das maximale Flüssigkeitsvolu-

men, das von der Trägermatrize (sowohl PGA als auch Kollagen) aufgenommen 

werden konnte, 30 µl betrug. Die maximale, durch Zentrifugierung erreichbare Zell-

dichte des Mediums, welches noch flüssig genug war um in den Defekt injiziert zu 

werden, betrug jedoch nur ca. 350.103 Zellen/µl – so konnten maximal ca. 10,5.106 

Zellen auf die Trägermatrizen gebracht werden. Dies stellte einen zu diskutierenden 

Punkt im Sinne der Äquivalenzdosis der MSC in den einzelnen Gruppen dar: Hätte 

man in den BMSC-Gruppen die gleiche Anzahl an MSC haben wollen wie in den 

MSC-Gruppen, so müsste man zwischen 7.109 und 33.109 Zellen auf die Scaffolds 

bringen müssen, da im Knochenmark nur 0,003-0,015% der gesamten Zellen MSC 

sind208,209. Dies war nicht nur wegen der oben genannten Aufnahmekapazität der 

Trägermatrizen unmöglich, sondern es konnte auch labortechnisch keine solche 

Menge BMSC gewonnen und bearbeitet werden. Darüber hinaus bestand aber keine 

Notwendigkeit zur Einhaltung dieser Äquivalenzdosis, da keine quantitativen Aussa-

gen zur Verhaltensweise der Sehnenregeneration betrachtet werden sollten. Aus 

diesen Gründen wurde entschieden, mit einer Zellzahl von 10 Millionen BMSC zu ar-

beiten. Zudem konnten Awad et al. zeigen, dass eine Erhöhung der implantierten 

Zellzahl >1.106 keinen positiven Aspekt in Bezug auf Histologie und Biomechanik 

hatte187. 

 

Die Besiedlung der PGA-Scaffolds zeigte eine gewünschte gleichmäßige Verteilung 

von Zellen, bei den Kollagenmatrizen waren die Zellen vor allem in der obersten 

Schicht und nur wenige in der untersten Schicht auszumachen. Dies ist womöglich 

dadurch zu erklären, dass das dichte Zellpellet, das auf das Scaffolds gebracht wur-
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de, sich aufgrund der Matrixarchitektur nur schwer nach unten ansetzen konnte. 

Womöglich hätte sich ein weniger visköses Pellet besser verteilt, in diesem Fall hätte 

man jedoch mit einer geringeren die Zellzahl arbeiten müssen. Im Unterschied zu 

den Arbeiten von Awad et al.187, die mit Kollagen-Gelen gearbeitet hatten, wurden 

die Zellen auf eine bereits fertig gestellte Kollagen-Matrixstruktur übertragen. Kolla-

gen-Gele bieten die Möglichkeit, die Zellen in eine noch ungefestigte Struktur zu mi-

schen, was eine gleichmäßigere Verteilung gewährleisten kann187,293. 

 

Die Einnähung der PGA-Trägermatrizen erwies sich schwieriger als erwartet. Da das 

Material eine relativ kleine Kompressionsdichte besaß, ließ die weiche, netzartige 

Struktur beim Einnähen etwas nach und einige der Scaffolds rissen an den Nahtstel-

len leicht ein. Sie wurden mit einer spitzen Pinzette wieder in Position gebracht. 

5.1.4.  Auswertungsmethoden 

Da die Verknöcherungen innerhalb der Regenerate erst nach der Anfertigung von 

histologischen und immunhistologischen Bildern sichtbar wurden, war die Quantifizie-

rung der Ossifikationsflächen nur durch Summierung zweidimensionaler Werte mög-

lich. Als Methode der Wahl wäre die Berechnung mittels Micro-CT geeignet, in der 

genaue Volumenangaben der Ossifizierungsareale ermittelt werden können294,295, die 

jedoch vor der histologischen Untersuchung hätte stattfinden müssen. Da die Unter-

schiede zwischen den Gruppen allgemein sehr gering waren, war die Quantifizierung 

der Ossifikation für das Gesamtergebnis der Studie von sekundärer Bedeutung. 

 

Durch die PCR konnten aufgrund der heterosexuellen Transplantation die Implantier-

ten Zellen qualitativ nachgewiesen werden. Eine photometrische Quantifizierung der 

Bandenstärke erschien hier aufgrund der unterschiedlichen Ergebnisse sowohl in-

nerhalb als auch zwischen den Gruppen als nicht sinnvoll. 

5.2.  Diskussion der Ergebnisse 

Die Ergebnisse der experimentellen Sehnenregeneration zeigten in den histologi-

schen und immunhistologischen Präparaten – mit unterschiedlicher Ausprägung – 

eine massive ektope Knochenbildung in allen Gruppen und allen Regeneraten, die 

auch makroskopisch zu erkennen war. Das mikroskopische Erscheinungsbild des 
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Knochens – die unregelmäßigen Bälkchen sowie das periphere Verteilungsmuster 

der Osteozyten – entsprach architektonisch dem eines Geflechtknochens22. Da der 

critical size defect keinen Kontakt mit offenen Knochenfragmenten hatte (wie etwa 

bei Reparaturvorgängen der direkten oder indirekten Frakturheilung oder Knochen-

distraktion)296,297, muss die Knochenbildung im Regeneratgewebe autonom entstan-

den sein. Geflechtknochen findet man in einem frühen Stadium der enchondralen 

und desmalen Ossifikation, was bei zwei bedeutenden biologischen Prozessen vor-

kommt: zum einen im Embryonalstadium der Knochenentstehung, in der der Ge-

flechtknochen die Vorstufe des reifen Lamellenknochens bildet297, zum anderen bei 

der Frakturheilung ausgereifter Knochen, wo Geflechtknochen temporär den Fraktur-

spalt überbrückt298-301. Gleichzeitig war in allen Gruppen und allen Präparaten mikro-

skopisch und elektronenmikroskopisch Sehnenbildung am peripheren Rand der Re-

generate nachweisbar, die umso vitaler war, je weiter sie von den zentralen Verknö-

cherungsarealen und näher an der Oberfläche erfolgte. 

5.2.1.  Das critical size defect Modell 

Diese konstanten Ergebniskonstellationen – zentrale Ossifizierungen mit peripherer 

Sehnenbildung in den Regeneraten, die sich in allen Versuchsgruppen feststellen 

lässt (Befundung in 100% der Proben), lässt sehr stark vermuten, dass das ange-

wandte Modell – der 3-mm-Totaldefekt, zusammen mit der Art der Versorgung durch 

eine Rahmennaht – den wesentlichen Einfluss auf das Outcome der Studie haben. 

Bis auf wenige Ausnahmen (inflammatorische Reaktionen bei PGA und unterschied-

licher Verbleib der implantierten Zellen, s. Kap. 5.2.2. und 5.2.3.) gab es keine weite-

ren Unterschiede zwischen den Gruppen bzgl. biomechanischer und histologischer 

Ergebnisse. Weder Zelltypus noch Auswahl der Trägermatrize beeinflusste die Hei-

lung der Regenerate im Sinne einer völligen Sehnenrückbildung. Für das Gesamter-

gebnis der Studie ist ihr Einfluss daher als sekundär zu werten. Die Reißkräfte aller 

mit Scaffolds behandelten Gruppen waren in der Multivarianzanalyse kleiner als die 

der nativen Sehnen (größtenteils nicht signifikant), jedoch war der Kraft/Fläche-

Quotient wesentlich geringer (größtenteils signifikant und teilweise hochsignifikant), 

was auf eine effektive Qualitätsminderung des Gewebes der Regenerate hinweist. 

Da diese Unterschiede ebenfalls in allen operierten Gruppen zu finden waren, lässt 

sich auch daraus vermuten, dass das Versuchsmodell – der critical size defect – die 

o.g. Ergebniskonstellationen im Wesentlichen beeinflusst hat.  
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Im klinischen Kontext kommen Ossifizierungen von nativem Sehnen- und Bandge-

webe im Zusammenhang mit Überbeanspruchung302,303, nach Trauma304 oder ver-

einzelt als OP-Komplikation vor305-307. Bei Verletzung des Innenbands am Knie wird 

nach einem Trauma gelegentlich eine Ossifizierung vorgefunden, die radiologisch als 

Stieda-Pellegrini-Schatten beschrieben wird304,308. Der Totaldefekt der Achillessehne 

in diesem Versuchmodell bedeutet ebenfalls ein Trauma und könnte in diesem Zu-

sammenhang nach einem ähnlichen Mechanismus zur Ossifikation geführt haben. 

 

In experimentellen Studien sind Verknöcherungen von Gewebe bei Implantation di-

verser Biomaterialien allein309, in Verbindung mit der Implantation von MSC187 oder 

bei der ausschließlichen Implantation von MSC310,311 aufgetreten. In den Arbeiten 

von Awad et al. und Harris et al. war dabei der Ossifizierungsanteil mit ca. 30 % 

deutlich geringer als in dieser Studie187,310. Dies kann damit zusammen hängen, dass 

in diesen Arbeiten ein partieller Sehnendefekt der Patellasehne als Defektmodell 

verwendet wurde, welcher eine biomechanisch relevante Stabilität der verbleibenden 

Restsehne besitzt und sich somit grundlegend von diesem Versuchsansatz unter-

scheidet187,310. Da in der vorliegenden Arbeit Ossifizierung in allen neun Gruppen er-

folgte, also auch in denen, wo keine Zellen implantiert wurden, stellt sich die Frage, 

ob tatsächlich die MSC dazu geführt haben. Nach der Heilungsphase wurde in allen 

Gruppen vitales und arteriell versorgtes Überbrückungsgewebe vorgefunden. Daher 

ist zu vermuten, dass MSC, oder aber auch Fibroblasten und Osteoprogenitorzellen 

mit der Blutversorgung eingewandert sind, die dieses Regeneratgewebe produzier-

ten. Es ist bekannt, dass im peripheren Blut mesenchymale Stammzellen und Zellen 

der osteoblastischen Zelllinie zirkulieren, die sich im Wundgebiet des Sehnendefek-

tes ansiedeln können312-314. Zantop et al. konnten zeigen, dass in einem Sehnenre-

generationsmodell nicht-zellbeladene Scaffolds aus small intestinal submucosa (SIS) 

mit BMSC aus dem Blutkreislauf besiedelt wurden179. Nach demselben Prinzip sind 

vermutlich osteogen potente Zellen in das Regenerationsgewebe eingewandert und 

haben mitunter zu der Ergebniskonstellation beigetragen. 

 

Allen Regeneraten gemeinsam sind spezifische Strukturmerkmale (Übersicht s. Tab. 

8, Kap. 4.4.5.): Das charakteristische Bild der Regenerate zeigt eine verbreiterte und 

im Vergleich zur Nativsehne verlängerte (Strukturmerkmal a) Fläche zwischen m. 

gastrocnemius und Calcaneus mit zentralen heterogenen Knocheninselchen (b), 
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durchflochten von bindegewebigen Stroma (c) und umgeben von einem dünnen ge-

wellten Sehnengewebssaum (d). Folgende Theorie könnte die Entstehung einer sol-

chen Ergebniskonstellation erklären: 

 

Aus biomechanischer Sicht müssen auf den Totaldefekt innerhalb der Sehne unter-

schiedliche Kräfte auf den Regeneratskern gewirkt haben: zum einen eine Kraft 

durch Zugspannung am Regenerat bei Plantarflexion des Fußes (FZ) und zum ande-

ren ein Druck des Körpergewichtes der sitzenden Ratte (FKG; s. Abb. 36). 

 

  

Abb. 36. Schema der postoperativen Kräftewirkungen auf den Totaldefekt der Achillessehne 
(vergrößerter Ausschnitt rechts). FKG = Körpergewicht, FZ = Kraft durch Zugspannung 

 

Direkt nach der Operation haben vermutlich zunächst keine direkten Zugkräfte (FZ) 

auf den Defekt gewirkt, da der Defekt über die verankerte Rahmennaht überbrückt 

wurde und diese die Zugkräfte des Muskels auf den Calcaneus übertragen hat (Plan-

tarflexion). In dieser inflammatorischen Phase hätte lediglich FKG auf das Regenerat 

gewirkt. Im Verlauf der Regenerationsphase – also im Zeitraum von ca. einer bis ca. 

sechs/acht Wochen – hätte FZ aufgrund der Zugspannung durch Plantarflexion zu-

genommen, da die Rahmennaht durch Resorption des Fadens abgebaut wurde und 

die Kontinuität zwischen den beiden belassenen Sehnenstümpfen zunehmend wie-

derhergestellt wurde. Im weiteren Verlauf, nach endgültiger, biomechanisch relevan-

ter Verschmelzung der beiden Defektenden mit den Sehnenenden, hat FZ zusätzlich 

eine Dehnung verursacht. Dies geht aus den makro- und mikroskopischen Beurtei-

lungen hervor, die eine Verlängerung der Regenerate im Vergleich zu den Nativseh-

nen zeigten (a).  

 

FKG 
FZ 

C 

FKG 
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Diese Dehnung kann gemäß Pauwels Theorie der „Kausalen Histiogenese“ zur Kno-

chenbildung innerhalb der Regenerate geführt haben, da sie nicht nur einen spezifi-

schen Reiz für Sehnenbildung darstellt, sondern sekundär auch für Knochenbil-

dung236-238. Dies konnte molekularbiologisch bereits nicht nur für osteogene Reifung 

von Osteozyten, sondern auch von MSC bestätigt werden315,316. Da durch die Plan-

tarflexion axiale Zugspannungen auf das Regenerat gewirkt haben, kann dies u.a. zu 

einer Differenzierung der Zellen (sowohl der implantierten als auch der durch Re-

vaskularisation sekundär eingewanderten MSC) in Osteoblasten geführt haben237. 

Dass Ossifizierung auch in den Kontrollgruppen ohne Zellen und Trägermatrix statt-

gefunden hat, die aber gleichzeitig Dehnung erfahren haben, lässt die Vermutung zu, 

dass die Dehnung in solch einem critical size defect Modell einen unspezifischen Dif-

ferenzierungsreiz – sowohl für kollagenes Bindegewebe als auch für Knochen – dar-

stellt.  

 

Auch die Gewichtskraft FKG kann in den Standphasen der Ratten, in denen keine 

zuggerichtete mechanische Beanspruchung, also auch keine Deformation ausgeübt 

wurde, einen möglichen hydrostatischen Druck erzeugt haben. Das zunächst unspe-

zifische Narbengewebe bzw. das von mesenchymalen Zellen und Trägermatrix ge-

bildete Überbrückungsgewebe kann durch den hydrostatischen Druck über en-

chondrale Ossifikation zu Knochengewebe umdifferenziert worden sein236-238. 

 

Wie auch in anderen in-vivo Experimenten187,310,311 ist der genaue Mechanismus der 

unerwünschten Ossifikation innerhalb der Regenerate nicht bekannt, es wird aber ei-

ne Differenzierung der implantierten oder eingewanderten MSC in Osteozyten ver-

mutet187,310. Da Zugbelastung sowohl einen tenogenen als auch sekundär osteoge-

nenmechanischen Reiz darstellt, stellt sich die Frage, welche weiteren physikali-

schen Faktoren der Dehnung den Differenzierungsweg spezifisch beeinflus-

sen236,238,250,316. Dies könnten z.B. die Größe der Zugspannung (σ), benötigte Deh-

nungslänge (∆l) und Zugfrequenz (f) sein, die je nach Außmaß (im Idealfall ein quan-

tifizierbarer Betrag der jeweiligen physikalischen Größe) einen unterschiedlichen Ef-

fekt auf mesenchymales Gewebe haben könnten. Analog dazu haben z.B. Claes et 

al.317 im Schafsmodell bei Untersuchungen von Frakturen herausgefunden, dass je 

nach lokalem hydrostatischen Druck die Kallusbrücken entweder enchondral oder 

desmal ossifiziert waren; bei Drücken größer als -15 MPa (umgekehrtes Vorzeichen) 
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wurde enchondrale Ossifikation vorgefunden. Waren die Druckwerte unterhalb die-

ses Schwellenwertes, so wurde der Knochen dort desmal ossifiziert. Dies kann zwar 

nicht auf die vorliegende Studie übertragen werden, zeigt aber, dass Bindegewebe 

sich je nach spezifischen Schwellenwerten unterschiedlich entwickeln kann. 

 

Ein weiterer Erklärungsansatz für die aufgetretenen Ossifikationen könnte der Sau-

erstoffmangel in den zentralen Bereichen des Regenerates sein. Schon bei der nati-

ven Sehne sind die mittleren Anteile der Sehne sauerstoffminderversorgt55, somit ist 

bei Regeneration eines Defektes ebenfalls ein Sauerstoffgradient von peripher nach 

zentral zu erwarten. Ab dem Zeitpunkt der Operation – unabhängig von Trägermatrix 

und Zelltypus – war innerhalb des Defektes die vaskuläre Versorgung in toto abge-

trennt und somit kein Sauerstofftransport vorhanden. Ein niedriger Sauerstoffgehalt 

im Gewebe ist bekanntermaßen ein starker Stimulus für die Angiogenese und Oste-

ogenese, der durch die Freisetzung von VEGF und dem hypoxia-inducible factor α 

(HIF α) getriggert wird318-324. Auch die lokale Freisetzung von BMPs im Sehnenrege-

nerationsbereich während der initialen Inflammationsphase könnte eine zusätzliche 

osteogene Differenzierung induziert haben325. Potier et al. entdeckten darüber hinaus 

auch den direkten osteogenen Effekt von Hypoxie auf MSC326. Somit könnten die 

MSC, die sich nach der Operation im Defekt befanden, direkt zur Ossifikation stimu-

liert worden sein. 

 

Mit dieser These vereinbar ist auch das Auffinden von sehnenähnlichem Regenerat-

gewebe (d) in den oberflächlichen Gewebeschichten. Hier zeigte sich histologisch 

das Bild von Sehnengewebe mit in Richtung des Zuges ausgerichteten Tenozyten, 

umgeben von gleich ausgerichteten Kollagenfibrillen. In der EM fanden sich gesunde 

und vitale Zellen tendenziell in der Nähe der Oberfläche des Regenerates, weit ent-

fernt von den zentralen Verknöcherungen. Ebenfalls zeigte die extrazelluläre Matrix 

in den oberflächlichen Schichten eine besser organisierte Struktur als in den zentra-

len, tiefer gelegenen Regeneratbereichen, wo eine hohe Rate an apoptotischen Zel-

len und geringe Organisation der ECM vorherrschten. Hier fand von den beiden 

Sehnenstümpfen ausgehend oder aus dem umliegenden Bindegewebe vermutlich 

eine frühere Einsprossung von Gefäßen statt und somit eine bessere Versorgung mit 

Sauerstoff in der inflammatorischen Phase. Somit erfolgte in der Peripherie womög-

lich eine geringere Freisetzung von HIF α und ein früherer VEGF-Abfall, wodurch der 
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osteogene Differenzierungsstimulus sich nicht so stark bzw. gar nicht durchsetzte. 

Folglich wäre auch denkbar, dass der Regeneratskern in der darauf folgenden Re-

generationsphase bereits kompakter im Vergleich zur Peripherie war, wodurch die 

Dehnung einen anderen Effekt (im Sinne der spezifischen Dehnungsfaktoren, z.B. 

Schwellenwert, Zugspannung und Dehnungslänge) auf das Kerninnere als auf die 

Peripherie hatte (s. Abb. 37). Möglicherweise war dadurch der tenogene Stimulus der 

Dehnung in den superfiziellen Arealen effektiver als in den zentralen Arealen des 

Regenerates, wo bereits vorgeformtes Knochengewebe vorlag. 

 

 

Abb. 37. Mögliche unterschiedliche effektive Wirkung der Zugspannung und Dehnung auf das 
Regenerat (gelb) während der Regenerationsphase der Heilung: Wenn die zentralen Areale (orange 
dargestellt) durch vorangegangene Ossifizierung (z.B. durch VEGF und HIF α induziert) verhärtet 
worden sind, hätte die Zugkraft FZ in der Peripherie einen relativ stärkeren tenogenen Reiz (grüne 
Pfeile) als in den Kernbereichen bewirkt (schwarze Pfeile). 

 

Da in den zentralen Arealen keine Blutversorgung gegeben war, muss gemäß der 

physiologischen Sehnenheilungssequenz die Regeneration ebenfalls von außen 

nach innen vorangeschritten sein. Dadurch kam es außen zu einer früheren bzw. 

besseren Wiederherstellung des Muskel-Sehne-Knochen-Vektors in Form eines 

durchlaufenden Faszikels23 (s. Abb. 38). Auch dadurch hat sich vermutlich in den o-

berflächlicheren Schichten ein stärkerer tenogener Reiz entwickelt als im Regene-

ratskern, was auch zur Bildung des sehnenähnlichen Regenerates geführt haben 

könnte.  

FZ
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Abb. 38. Entfaltung eines tenogenen Reizes in den oberflächlichen Arealen: Durch ein früheres 
Einsetzen des Heilungsprozesses wurde vermutlich die Kontinuität der Muskel-Sehne-Knochen-
Verbindung im Sinne durchlaufender Faszikel an der Oberfläche früher wiederhergestellt (grüne 
Pfeile). Durch Plantarflexion wirkten Zugkräfte auf diese Faszikel, sodass sich tenogene Reize auf 
Zellniveau entfalten konnten. Währenddessen waren in den tieferen Arealen die Muskel-Sehnen-
Verbindungen nicht kontinuierlich (schwarze Pfeile), sodass auf ultrastrukturellem Niveau kein bzw. 
ein geringerer tenogener Reiz ausgeübt wurde. 

 

Weiterhin ist denkbar, dass die Rahmennaht, nach dem Prinzip eines „Mädchenfän-

gers“, die axiale Zugkraft in einen nach zentral wirkenden Druck umgewandelt hat, 

der ebenfalls einen weiteren osteogenen Reiz darstellte (s. Abb. 39). 

 

 

Abb. 39. Umwandlung der axialen Zugkraft (grüne Pfeile) durch die Rahmennaht nach dem 
„Mädchenfängerprinzip“ in einen nach zentral wirkenden, hydrostatischen Druck (schwarze Pfeile). 

 

Letztendlich war in diesem critical size defect Modell die vollkommene Abheilung 

durch vollständige Sehnenregeneration nicht eingetreten. Keine der operierten Seh-

nen zeigte ihre ursprüngliche Form – weder Durchmesser, noch Länge, noch 

makroskopische und mikroskopische Morphologie, noch die biomechanischen Ei-

genschaften entsprachen denen einer nativen Sehne. Histologisch war das Gewebe 

nicht so reorganisiert und qualitativ hochwertig wie in den Partialdefektmodellen von 

Awad187 und Juncosa-Melvin231 (35% Ossifizierungsrate im Vergleich zu 0-28%). Die 

Reißkräfte in diesem Modell waren zwar annähernd so gut wie die der nativen Seh-

ne, (36,6 - 51,2 N im Vergleich zu 51,9 N), doch bei der Berechnung des 

Kraft/Fläche-Quotienten zeigten sich signifikant schlechtere Ergebnisse (3,33 - 7,51 

FZ

FZ
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N/mm2 im Vergleich zu 27,9 N/mm2). Da die Ratten nach 10-14 Wochen ein gleich-

mäßiges und ungehemmtes Laufmuster zeigten, entspricht die hohe Reißfestigkeit 

einer Anpassung an die physiologisch notwendigen Werte. Interessanterweise hatten 

die Partialmodelle von Awad187 und Juncosa-Melvin231 nur 8-28% der Ausreißkraft 

der nativen Sehne, wohingegen beim critical size defect Modell in dieser Studie 67-

94% der ursprünglichen Ausreißkraft erreicht wurde)327-329. 

 

Zusammenfassend konnte bezüglich der Fragestellung 1 (Regenerationspotenzial 

in einem Totaldefektmodell (critical size defect) an der Achillessehne der Ratte mit-

tels zellbesiedelten Scaffolds) keine vollständige, anatomische und physiologische 

restitutio ad integrum der Sehne erreicht werden. Auch der Vergleich mit den Ergeb-

nissen mit einem Partialdefektmodell – wie von Awad187 und Juncosa-Melvin231 be-

schrieben – zeigt, dass in einem Totaldefekt histologisch schlechtere Ergebnisse er-

zielt werden. Aus biomechanischer Sicht jedoch waren die regenerierten Totaldefek-

te stabiler. Hervorzuheben ist, dass das Totaldefektmodell das klinisch relevante ist, 

da der zentrale Partialdefekt beim Menschen nur bei der Donorentnahme der Patel-

lasehne für eine Kreuzbandplastik, nicht aber im Rahmen von Verletzungen vor-

kommt. Ein Zusammenhang zwischen Ossifikation und biomechanischer Reißfestig-

keit lässt sich nicht herleiten.  

5.2.2.  Einfluss der implantierten Trägermatrizen 

Hinsichtlich der Verwendung eines biologischen (Kollagen) und eines synthetischen 

Scaffolds (PGA) konnte kein Unterschied in den biomechanischen Ergebnissen ge-

funden werden. Die Reißkräfte aller mit Scaffolds behandelten Gruppen waren in der 

Multivarianzanalyse geringer als die der nativen Sehnen, und größtenteils größer als 

die der Nahtgruppen, jedoch nicht statistisch signifikant. Die Kollagen-I-Gruppen 

zeigten tendenziell bessere Ergebnisse gegenüber den PGA-Gruppen, allerdings 

auch nicht statistisch signifikant. Lediglich das vermehrte Auftreten von Entzün-

dungszellen in den histologischen Schnitten bei Verwendung von PGA wurde als ne-

gatives Ergebnis angesehen, obwohl sich hieraus keine signifikanten Unterschiede in 

der biomechanischen Testung bzw. hinsichtlich der Ossifikationstendenz ergaben.  
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Somit wird Hypothese 1 (Verbesserung durch Scaffoldbehandlung im Vergleich zum 

Weglassen von Scaffolds) nicht bestätigt. 

 

Die analoge Übertragbarkeit dieses Tierversuchs auf den Menschen muss jedoch in 

Frage gestellt werden, da man hier gesehen hat, dass auch die Gruppen, die kein 

Implantat respektive Zellen bekommen haben, in ihrer Kontinuität und ihrer physiolo-

gischen Funktion – wenn auch knöchern – verheilt sind. Im Vergleich dazu heilen 

beim Menschen die Totalrupturen der Achillessehne, Rotatorenmanschnette oder 

des vorderen Kreuzbandes nicht problemlos wieder zusammen, in der Regel verblei-

ben erhebliche Funktionseinschränkungen. Insofern wäre die Wahl eines anderen 

Tiermodells zu überlegen. 

 

Inflammatorische Reaktionen wurden beim Einsatz von PGA in Stützgewebe auch in 

anderen Studien gefunden330,331. Als Grund dafür wird in der Literatur die mangelnde 

Biokompatibilität angegeben332. Die beim hydrolytischen Abbau des Materials ent-

stehenden toxischen Abbauprodukte, wie Glykolsäure und Milchsäure, die mit deutli-

cher Verschiebung des pH in den sauren Bereich einhergehen333, haben in den letz-

ten Jahren zu einer kritischen Bewertung dieser Materialgruppe geführt332. Hierbei 

zeigen PLA-Polymere günstigere Eigenschaften im Vergleich zu PGA-Polymeren334. 

Der Stellenwert der Polylaktid- und Polyglykosid-Polymere in der Medizin ist hoch, so 

kommen sie in diversen Modifizierungen bei in-vitro und in-vivo Versuchen zur Kno-

chen- und Knorpelregeneration331,335,336, Sehnenregeneration337, aber auch als re-

sorbierbare Schrauben und Fadenanker in der Knochen- und Gelenkchirurgie338 zum 

Einsatz. Diese Materialien lassen sich durch strukturelle Modifikationen vergleichs-

weise einfach zu geeigneten Netzwerken oder Schäumen verarbeiten, wobei das 

Material relativ schlechte Eigenschaften bezüglich der Zelladhäsion zu besitzen 

scheint339. Da die Verwendung synthetischer Scaffoldmaterialien den Vorteil hat, 

dass die Materialeigenschaften technisch problemlos den gewünschten Anforderun-

gen angepasst werden können, sind sie weiterhin attraktiv für das Tissue Enginee-

ring. In einer neueren Studie zur Implantationsoptimierung von PGA konnten kürzlich 

Luo et al. durch Präkultivierung von Zell-Scaffold-Gerüsten in-vitro eine Verminde-

rung der Entzündungsreaktionen erreichen340. Möglicherweise könnten derartige Me-

thoden zur Optimierung der Prozessibilität beitragen.  
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Die hohe Biokompatibilität von Kollagen hat für den Einsatz im Tissue Engineering 

einen hohen Stellenwert161,341,342. In dieser Studie wurden bei den Kollagengruppen 

im Vergleich zu den PGA-Gruppen keine Entzündungsreaktionen gefunden. Da 

selbst in den Naht-Gruppen Entzündungsreaktionen gefunden wurden, und da der 

Vicryl®-Faden ebenfalls aus PGA besteht, könnte dem Kollagenmaterial womöglich 

sogar protektive Wirkung zugeschrieben werden. Dies lässt sich allerdings aus den 

erhobenen Daten nicht belegen. 

5.2.3.  Einfluss der implantierten Stammzellen 

Die Forschung rund um die mesenchymalen Stammzellen bietet neue Möglichkeiten 

der Geweberegeneration, die auf vielen Gebieten des Tissue Engineering erprobt 

wird. In dieser Studie erhoffte man sich sowohl von BMSC als auch von MSC einen 

positiven Einfluss auf die Sehnenregeneration. Beide Zelltypen sind gut zu handha-

ben – die Gewinnung von BMSC direkt aus dem Knochenmark lässt sich sowohl im 

Tierversuch als auch beim Menschen relativ leicht bewerkstelligen, und die Isolation 

von MSC durch Adhäsion an der Plastikoberfläche stellt eine einfach durchzuführen-

de Methode dar. In den Vorversuchen konnte der Stammzellcharakter der ange-

wandten MSC mittels osteogener, adipogener und chondrogener Differenzierungen 

nachwiesen werden. 

 

In Anbetracht der oben erläuterten Überlegungen hatte das Defektmodell den größ-

ten Einfluss auf das Outcome dieser Studie, weshalb die Beurteilung des Einflusses 

der jeweiligs implantierten Zellen bei dieser Studie in den Hintergrund tritt. Hinsicht-

lich der Verwendung der beiden Zelltypen konnte kein Unterschied in den biomecha-

nischen Ergebnissen gefunden werden. Einen praktischen Vorteil zeigen die BMSC 

Zellen insofern, als dass sie in einem Schritt entnommen und implantiert werden 

können und keine aufwendige Isolierung und Zellkultur benötigen. Die Reißkräfte al-

ler mit Zellen behandelten Gruppen waren in der Multivarianzanalyse (statistisch 

nicht signifikant) geringer als die der nativen Sehnen. Im Vergleich der Untergruppen 

schnitten die mit Zellen behandelten Gruppen (bis auf die PGA+BMSC Gruppen) so-

gar schlechter ab als die jeweiligen zellfreien Gruppen, ebenfalls nicht signifikant. Da 

histologisch und elektronenmikroskopisch auch keine Unterschiede zwischen Grup-

pen verzeichnet werden konnten, kann sowohl aus morphologischer als auch aus 

biomechanischer Sichtweise die Hypothese 2 (besseres Outcome bei zellbesiedel-
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ten Scaffoldregeneraten im Vergleich zu zellfreien Scaffoldregeneraten) verworfen 

werden.  

 

Bezüglich der Frage nach dem Verbleib der implantierten Zellen nach der Heilungs-

phase (Fragestellung 2a) zeigte die PCR nach 16 Wochen Heilungsperiode zum 

Teil widersprüchliche Ergebnisse. Während in den Nahtgruppen die Proben, die 

BMSC enthielten (Gruppe 2), alle ein Zellsignal exprimierten, war in der MSC Gruppe 

(Gruppe 3) lediglich bei zwei Proben ein schwaches Signal zu erkennen. Solch eine 

Konstellation könnte auf die 10-mal geringere Zellzahl zurückzuführen sein, was je-

doch aufgrund der anschließenden Ergebnisse unwahrscheinlich ist: Bei den PGA-

Gruppen war die Konstellation genau umgekehrt – bei der MSC-Gruppe (Gruppe 6) 

waren in jeder Probe die Zellen nachweisbar und bei der BMSC-Gruppe (Gruppe 5) 

waren nur zwei Banden der männlichen Donorzellen sichtbar. Bei den Kollagengrup-

pen gab es keine so eindeutigen Unterschiede zwischen den Zellgruppen (fünf posi-

tive Banden bei BMSC, vier bei MSC, davon eine schwach). Die Negativkontrollen 

(Gruppe 1, 4 und 7) zeigten wie erwartet keine Bandenbildung. Die PCR-Ergebnisse 

zeigten keine eindeutige Korrelation zwischen Zell-Typ und einer ersichtlichen Über-

lebenswahrscheinlichkeit im Gewebe. Auch die Überlebenswahrscheinlichkeit in Ab-

hängigkeit vom Scaffold-Typ konnte mit diesem Versuch nicht hergeleitet werden.  

 

Da keine eindeutige Verbesserung des Regenerates durch Zellen nachgewiesen 

werden konnte und auch der Nachweis der Donorzellen nicht mit den histologischen 

und biomechanischen Ergebnissen der jeweiligen Gruppen korrelierte, kann kein Zu-

sammenhang zwischen Anwesenheit der implantierten Zellen und Regeneratsquali-

tät hergeleitet werden (Fragestellung 2b). Damit bleiben der Stellenwert sowie die 

Bedeutung der Donorzellen unklar. 

 

Eine große Schwierigkeit beim Tissue Engineering der Sehne stellt die Steuerbarkeit 

der MSC in Richtung tenogener Differenzierung dar. Während im Bereich der Kno-

chenforschung MSC bereits in klinischen Studien erfolgreich für Auffüllung von Kno-

chendefekten genutzt wurden343,344, liegen die Forschungsergebnisse in der Sehnen-

forschung noch weit zurück. Zum einen sind die genauen Signalwege der biochemi-

schen Wachstumsfaktoren auf MSC für eine tenogene Differenzierung noch unge-

klärt, zum anderen sind die genauen mechanischen Einflüsse der Zugspannung auf 
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MSC ebenfalls nicht endgültig erforscht. Des Weiteren erfordert die Maxime der ab-

soluten Pluripotenz von MSC Diskussionsbedarf, da in neueren Studien gezeigt wur-

de, dass die MSC – je nach Gewinnungsort – sich sowohl im Differenzierungspoten-

zial als auch in Genexpression und Proteomik189,345 unterscheiden. 

5.3.  Ausblick 

Um weitere Forschung in einem critical size defect Modell zu betreiben, wären ähnli-

che Schwellenwerte der Zugspannung – analog zu denen von Claes et al. zur Kno-

chenheilung317 – für Sehnenbildung hilfreich, um weitere Aussagen machen zu kön-

nen. Wichtige Werte wären etwa die benötigte Zugspannung (minimal und maximal), 

Dehnungslänge und Zugfrequenz, die eine tenogene Differenzierung von mesen-

chymalen Gewebe einleiten können. In-vitro konnten unlängst aus Kollagengelen, die 

mit MSC besiedelt worden waren, in einem Bioreaktor bei einer 2,4%-igen Deh-

nungsbelastung mit einer Beanspruchungsfrequenz von 1 Hz biomechanisch stabile 

und morphologisch vergleichbare Sehnenkonstrukten hergestellt werden252. Kolla-

gen-Gele scheinen bessere Prozessierungs- und Materialeigenschaften zu besitzen 

als Kollagen-Scaffolds187,252,254,293, weshalb sie möglicherweise vielversprechender 

sind. Eine Versuchsreihe in-vivo wäre denkbar, bei der Kraft, Bewegungsausmaß 

und Bewegungsfrequenz von außen regulierbar wären, etwa über einen einstellbaren 

Fixateur externe oder eine entsprechende Orthese. Somit könnte man die minimale 

und maximale eine Schwellenzugspannung ermitteln, die für eine tenogene Differen-

zierung geeignet sind. 

 

Ein anderer Optimierungsansatz für das matrixgestützte Tissue Engineering könnten 

die zu implantierenden Zielzellen darstellen. Tenozyten – die eigentlichen Zielzellen 

der Sehnen – könnten primär gewonnen und in einem zweiten Schritt nach Zellzahl-

vermehrung in der Zellkultur re-implantiert werden. Ein analoges Verfahren am Knor-

pel wird im klinischen Alltag bereits erfolgreich eingesetzt. Bei der matrixinduzierten 

autologen Chondrozytentransplantation (MACT) werden gesunde Chondrozyten aus 

weniger belasteten Gelenkknorpelarealen arthroskopisch entnommen, im Zelllabor 

isoliert, vermehrt und auf eine Kollagenmatrix übertragen. In einer zweiten Operation 

wird der Knorpeldefekt passgenau mit der chondrozytenbeladenen Matrix gedeckt346-

349. Angelehnt an dieses Verfahren wäre eine Gewinnung von autologen Tenozyten, 

z.B. aus den Hamstringsehne zur Matrixbesiedelung denkbar. Auch hier konnte in 
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Studien gezeigt werden, dass gerade bei großen Knorpeldefekten die Verwendung 

von kultivierten Chondrozyten ein besseres klinisches Ergebnis als die Mikrofrakturie-

rung des Knochens (BMSC) aufweist346. 

 

Das Kernproblem dieser Studie war das Versuchsmodell selbst – der critical size de-

fect. Die Größe des Defektes und die Art der Defektüberbrückung, womöglich auch 

die große Masse und Instabilität der Implantate, führten zu in ihrem Ausmaß uner-

wartet großen Ossifikationen. Große Defekte sind nicht beeinflussbare Faktoren, da 

sie im klinischen Kontext durch Traumata und/oder Degeneration hervorgerufen wer-

den und Ausgangspunkt dieser Studie sind. Die Art der Überbrückung könnte opti-

miert werden, bei der jedoch die Stümpfe nicht aneinander genäht werden, sondern 

beidseitig an ein nahtstabiles, überbückendes Scaffold. Bezüglich der Auswahl des 

Nahtmaterials für das Tissue Engineering könnten auch die in der Sehnenchirurgie 

verwendeten nichtresorbierbaren Nylon-Fäden getestet werden350,351. Diese könnten 

womöglich eine Überdehnung des Regenerats vermeiden, da sie im Gewebe fest 

verankert werden würden. Gleichzeitig hat Nylon im Vergleich zu PGA ein niedrige-

res inflammatorisches Potenzial352 und somit eine höhere Biokompatibilität.  

 

Die Materialforschung, die Modulierung gewebegenetischer Prozesse in-vitro, die op-

timale Verknüpfung beider Laborbereich in-vivo als auch optimierte Operationstech-

niken bleiben weiterhin ein weites Forschungsfeld des Tissue Engineering353. 

 

 

 



Zusammenfassung  87 

 

6.  Zusammenfassung 
 

Zielsetzung und Fragestellung: 
In dieser Arbeit sollte zunächst überprüft werden, ob sich in einem critical size defect 

Modell der Sehne ähnlich gute Ergebnisse erzielen ließen wie in bisher bekannten 

Partialdefektmodellen. Durch den critical size Totaldefekt sollte sich das Sehnengewe-

be vollständig de novo regenerieren. Des Weiteren sollte eruiert werden, ob überbrü-

ckende Trägermatrizen aus Polyglycolsäure (PGA) und Kollagen in Kombination mit 

Knochenmarkszellen (BMSC) und mesenchymalen Stammzellen (MSC) zu einer Ver-

besserung des Outcomes führen würden. Zuletzt sollte auch das Überleben der im-

plantierten Zellen bei Versuchsende untersucht werden, um eine mögliche Kausalität 

zwischen Zelltyp und Gewebequalität herstellen zu können. 

 

Material und Methoden: 
Zunächst wurden BMSC aus männlichen Rattenfemora gewonnen, aus denen in der 

Zellkultur über Plastikadhäsion MSC isoliert wurden. Sowohl BMSC als auch MSC 

wurden auf die Trägermatrizen (PGA und Kollagen) gebracht. Aus der Achillessehne 

der weiblichen Ratte wurde ein Stück Sehne von 3 mm Länge entnommen, in diesen 

Totaldefekt wurden die entsprechenden Trägermatrizen über eine Rahmennaht einge-

näht. In den Kontrollgruppen wurden Scaffolds ohne Zellen implantiert, respektive nur 

die Rahmennaht ohne Scaffolds gesetzt (mit und ohne Zellen). Die Tiere wurden nach 

16 Wochen Heilungsperiode geopfert. Aus den Regeneraten wurden histologische und 

immunhistologische [n=4] sowie elektronenmikroskopische [n=1] Bilder angefertigt und 

beurteilt. Biomechanisch wurde die Reißkraft ermittelt [n=6], die statistisch analysiert 

wurde, ebenso der Kraft/Fläche-Quotient. Zum Nachweis der implantierten Zellen wur-

de eine PCR des Y-Chromosoms angefertigt. 

 

Ergebnisse: 
In allen Regeneraten aller operierten Gruppen (Befundung in 100% der Proben) zeig-

ten sich Verknöcherungen zwischen 22 und 47%. Histologisch konnte kein signifikan-

ter Zusammenhang zwischen Scaffoldtyp/Zelltyp und Gewebequalität hergestellt wer-

den. In den oberflächlichen Partien aller Regenerate war mikroskopisch und elektro-

nenmikroskopisch neu gebildetes Sehnengewebe zu finden. Bei den Naht- und PGA-

Gruppen wurden 16 Wochen postoperativ Entzündungsreaktionen nachgewiesen, oh-



Zusammenfassung  88 

 

ne Einfluss auf die biomechanischen Ergebnisse. Biomechanisch hatten die scaf-

foldfreien Gruppen mit BMSC und MSC hinsichtlich der Reißkraft signifikant geringere 

Werte als Nativsehnen (p<0,05). Im Vergleich des Kraft/Fläche-Quotienten hatten alle 

Gruppen schlechtere Ergebnisse als die Nativsehen, acht von neun Gruppen mindes-

tens statistisch signifikant (p<0,05), die scaffoldfreien Gruppen mit und ohne Zellen 

hochsignifikant (p<0,001). Bei den Naht-Gruppen und PGA-Gruppen waren mittels 

PCR jeweils in acht von zwölf Regeneraten Zellen nachweisbar, bei den Kollagen-

gruppen in neun von zwölf. 

 

Schlussfolgerungen: 
Im critical size defect Modell an der Achillessehne der Ratte konnte gezeigt werden, 

dass es bei der Versorgung mit einer Rahmennaht und gleichzeitigem Belassen der 

Defektgröße zu einer unerwünschten Ossifikation kommt. Dies war unabhängig vom 

implantierten Zelltyp und implantierten Scaffold zu beobachten, auch die Gruppen oh-

ne Zellen respektive Scaffold hatten Verknöcherungen innerhalb der Regenerate. Die 

Ursachen für die im Regeneratskern entstandenen Ossifikationen können zum einen 

infektiöse und/oder posttraumatische Gewebsprozesse, zum anderen der überwie-

gende Einfluss der Dehnung und des hydrostatischen Druckes als Reiz für Osteoge-

nese im Sinne der „Kausalen Histiogenese“ nach Pauwels, sowie der nach zentral wir-

kende Druck der Rahmennaht und Hypoxie sein. Die Sehnengewebsbildung in den 

oberflächlichen Schichten der Regenerate kann im Kontrast zu den tieferen, hypo-

xisch-induzierten osteogenetischen Arealen der besseren Durchblutung und damit frü-

herer Heilung und Wiederherstellung der Muskel-Sehnen-Knochen-Kontinuität auf ult-

rastrukturellem Niveau zugrunde liegen. Dadurch erfahren die Zellen in den superfiziel-

len Schichten einen stärkeren tenogenen Stimulus. Hinsichtlich der anatomischen 

Qualität waren alle Gruppen schlechter als diejenigen in bisher bekannten Partialde-

fektmodellen. Die biomechanisch schlechteren Ergebnisse können auf die Verknöche-

rung und den vergrößerten Querschnitt zurückgeführt werden. Des Weiteren scheint 

Kollagen gegenüber dem synthetischen PGA als Scaffoldmaterial hinsichtlich der Bio-

kompatibilität vorteilhafter zu sein. Eine Aussage zur Verbesserung der Gewebequali-

tät durch den Einsatz von BMSC oder MSC konnte aus den vorliegenden Daten nicht 

hergeleitet werden. Weder BMSC, noch MSC, noch PGA-Scaffolds, noch Kollagens-

caffolds bringen eine Verbesserung des histologischen und biomechanischen Outco-

mes in dem hier angewandten critical size defect Modell. 
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Anhang 

I. Arbeitsprotokolle 

 
Protokoll 1 Herstellung des Primärmediums  

(unter steriler Sicherheitswerkbank) 

1. FBS hitzeinaktivieren 
• Erhitzung des FBS 30 Min. bei 56 °C in Wasserbad  

• FBS auf zehn 50 ml Falcons steril alliquotieren 

• Falcons bei -20 °C lagern 

2. Primärmedium herstellen 
• 50 ml aus der DMEM HG Flasche in Falcon pipettieren, beschriften und bei +4 °C zur Wieder-

verwendung lagern 

• 50 ml FBS HI in DMEM HG Flasche pipettieren 

• 312,5 µl Gentamycin 80 in das Medium pipettieren 

• bei +4 °C lagern 

 

Protokoll 2 Zellpassagierung 

• Medienüberstand absaugen 

• Spülen mit sterilem PBS 

• 5 min Inkubation mit Trypsin-/EDTA-Lösung (1 ml je 25 cm²) 

• (Licht-)Mikroskopische Kontrolle des Ablösevorgangs 

• durch Medienzugabe (2 ml je 25 cm²) Trypsinwirkung inaktivieren 

• abzentrifugieren (5 min, 300 G) 

• in Medium resuspendieren 

 

Das Prinzip der Zelllösung von der Oberfläche erfolgt durch Zugabe der Serinprotea-

se Trypsin in Form einer Trypsin-EDTA-Lösung. Dabei werden die Strukturproteine 

an der Zelloberfläche gespaltet und die Zellen lösen sich ab. Die intrazellulären Pro-

teine werden bei einer Einwirkzeit von ca. 5 min in der Regel kaum beeinflusst und 

die Zellen bleiben unbeschädigt. 
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Protokoll 3 Herstellung des Differenzierungsmediums für Osteogene           
Differenzierung (25 ml) 

(unter steriler Sicherheitswerkbank) 

Substanz 
Konzentration 

Stock-Lösung 

gewünschte 

Konzentration im 

Medium 

Menge 

Medium D-MEM HG   22.183,37 µl 

FBS (hitzeinaktiviert) 100% 10% 2500 µl  

Gentamycin 40 mg/ml 25µg/ml 15,63 µl 

Dexamethason 50 µM 10 nM 50 µl 

β – Glycerophosphat 1,66 M 10 mM 151 µl 

L – Ascorbinsäure 12,5 mM 50 µM 100 µl 

   25.000 µl 

 

 

Protokoll 4 Van-Kossa Färbung 

Methanolfixierung 15 Minuten 

Spülen mit Aqua dest. 20 Minuten 

5% Silbernitratlösung 5 Minuten in Dunkelkammer 

Spülen mit Aqua dest. 2 X 3 Minuten 

1% Pyrogallussäure 5 Minuten 

Spülen mit Aqua dest. 3 Minuten 

Fixierung mit 5% NaOH 4 Minuten 

Spülen mit Leitungswasser 2 x 3 Minuten 

Spülen mit Aqua dest. 3 Minuten 

Maigrünwaldlösung 10 Minuten 

Spülen mit Aqua dest. 3 Minuten 

Mit Parafilm abdichten und bei 4 °C lagern. 

 

In der van-Kossa Färbung erscheinen die Verkalkungen schwarz. 
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Protokoll 5 Adipogene Differenzierung 

a) Herstellung des Induktionsmediums für Adipogene Differenzierung (10 ml): 
(unter steriler Sicherheitswerkbank) 

Substanz 
Konzentration 

Stock-Lösung 

gewünschte 

Konzentration im 

Medium 

Menge 

Medium D-MEM HG   8.633,75 µl 

FBS (hitzeinaktiviert) 100% 10% 1000 µl  

Gentamycin 40 mg/ml 25µg/ml 6,25 µl 

Dexamethason 50 µM 1 µM 200 µl 

Indomethacin 50 mM 0,2 mM 40 µl 

Insulin 10 mg/ml 0,1 mg/ml 100 µl 

IBMX 500 mM 1 mM 20 µl 

   10.000 µl 

 

b) Herstellung des Erhaltungsmediums (10 ml): 
(unter steriler Sicherheitswerkbank) 

Substanz 
Konzentration 

Stock-Lösung 

gewünschte 

Konzentration im 

Medium 

Menge 

Medium D-MEM HG   8.893,75 µl 

FBS (hitzeinaktiviert) 100% 10% 1000 µl  

Gentamycin 40 mg/ml 25µg/ml 6,25 µl 

Insulin 10 mg/ml 0,1 mg/ml 100 µl 

   10.000 µl 

 

Protokoll 6 Oil Red-O Färbung 

1. Herstellung 0,3%iger Oil Red-O Stock solution 
• Einwage von 150 mg Oil Red-O mit Feinwaage 

• In 50 ml Isopropanol im Plastikmessbechner auf dem Magnetrührer ca. 10 Minuten einrühren  

(die Lösung ist bei Raumtemperatur einen Monat haltbar) 
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2. Herstellung der 0,2%igen Oil Red-O-working solution 
• 12 ml Stock solution und 8 ml Aqua dest. mischen und 10 Minuten stehen lassen 

• working solution mit Filter Typ Whatman 42 im Glastrichter filtrieren 

(working solution ist 3 Stunden haltbar) 

3. Durchführung der Oil Red-O Färbung 
• Fixiermedium absaugen und die Zellen mit 50% Ethanol (gut gekühlt) waschen 

• Zellen mit 0,2% Oil Red-O working solution bei Zimmertemperatur 20 Minuten inkubieren 

• working solution absaugen 

• Zellen mit 50% Ethanol waschen  

• 50% Ethanol absaugen 

• Zellen mit Aqua dest. waschen (ca. 1 Min schwenken) 

 

Protokoll 7 Herstellung des Differenzierungsmediums für Chondrogene Diffe-
renzierung (50 ml inkomplettes Medium) 

(unter steriler Sicherheitswerkbank) 
•  

• Zur Komplettierung 0,5 µl (10 ng) TGF-β3 zu 1 ml Medium hinzugeben 

Substanz 
Konzentration 

Stock-Lösung 

gewünschte 

Konzentration im Me-

dium 

Menge 

Medium DMEM HG   47.362,5 µl 

Gentamycin 40 mg/ml 25µg/ml 31,25 µl  

Dexamethason 50 µM 0,1 µM 100 µl 

Natriumpyruvat 100 mM 1 mM 500 µl 

L – Ascorbinsäure 12,5 mM 0,17 mM 680 µl 

L – Prolin 175 mM 0,35 mM 100 µl 

ITS 100x 6,25 µg/ml Insulin 

6,25 µg/ml Transferrin 

6,25 ng/ml Selenit 

625 µl 

Linolsäure 2,665 mg/ml 

(500x) 

5,33 µg/ml 100 µl 

BSA 125 mg/ml 1,25 mg/ml 500 µl 

FGF-2 0,2 mg/ml 5 ng/ml 1,25 µl 

   50.000 µl  
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Protokoll 8 Anfertigen von Kryo-Schnitten 

• Präparat in vorgekühlte Gefrierbehälter (Trockeneis) legen und vollständig mit Tissue freezing 

medium bedecken 

• Gefrierbehälter bei - 20 °C einfrieren und vor dem Schneiden auf Schneidetisch mit Tissue 

freezing medium festkleben (kleinere Präparate direkt auf Schneidetisch kleben 

• Präparat in gewünschter Dicke schneiden und auf Adhäsionsträger innerhalb des Kryostaten 

bringen 

• bis zur Färbung bei - 20 °C lagern 

 

Protokoll 9 Färbung mit Haematoxilin-Eosin (HE) von Kryo-Schnitten 

1. Ansetzten der Stammlösungen 

a) Hämalaun (nach Mayer) 

1000 ml Aqua dest. 

+ 1g Hämatoxilin 

+ 0,2 g Natriumjodat 

+ 50 g Kalialaun 

+ 50 g Chloralhydrat 

+ 1g kristalline Zitronensäure 
• filtrieren und in dunkler Glasflasche lagern 

• vor dem Benutzen nochmals filtrieren 

b) Eosin 1% 
• 10 g Eosin in 1000 ml Aqua dest. Lösen 

• vor Gebrauch in Aqua dest. 1:10 verdünnen, filtrieren und einen Tropfen Eisessig hinzupi-

pettieren 

2. Färbemethode 

 a) Entwässern durch auf- und absteigende Alkoholreihe 

70% Ethanol 5 Minuten 

90% Ethanol 5 Minuten 

96% Ethanol 5 Minuten 

100% Ethanol 5 Minuten 

Xylol  5 Minuten 

Xylol  5 Minuten 

100% Ethanol 5 Minuten 

96% Ethanol 5 Minuten 

90% Ethanol 5 Minuten 
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70% Ethanol 5 Minuten 

Aqua dest.  5 Minuten 

 b) Hämalaun 

Hämalaun 5 Minuten 

fließend Leitungswasser 15 Minuten 

Aqua dest. kurz spülen 

 c) Eosin 

Eosin 0,1% 5 Minuten 

Aqua dest. kurz spülen 

 d) Entwässern und eindecken 

70% Ethanol kurz spülen 

80% Ethanol 5 Minuten 

90% Ethanol 5 Minuten 

96% Ethanol 5 Minuten 

100% Ethanol 5 Minuten 

100% Ethanol 5 Minuten 

Xylol  5 Minuten 

Xylol  5 Minuten 

   Eindecken mit DPX und ca. 5 Tage trocknen/härten lassen 

 

Protokoll 10 Färbung mit Toluidinblau-O 

Toluidinblau-O bei 60 °C 1 Minute 

Aqua dest. Kurz spülen 

 

Protokoll 11 Vorbereitung der Trägermatrix für Besiedelung mit MSC 

1. Vorbereitung des Celluloseacetat Filters 
• Celluloseacetat Filter auf die gewünschte Größe zurechtschneiden und Oberflächenseite durch 

spitzen Winkel rechts oben markieren 

• in Aqua dest. im Erlenmeyerkolben bei 130 °C autoklavieren 

2. Vorbereitung der Brücken-Matrix-Konstruktion 

(unter steriler Sicherheitswerkbank) 
• Stahlbrücke mit Pinzette am Bunsenbrenner sterilisieren und an der Luft ca. 1 min auskühlen 

lassen 

• Stahlbrücke in beschriftete 6-Well Schale legen 
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• Medium über die Brücke langsam und blasenfrei ins Well pipettieren, bis die Mediumoberfläche 

genau horizontal an die Mitte des Stahlgitters reicht 

• verbrauchtes Mediumvolumen für folgende Mediumwechsel notieren  

• Celluloseacetat Filter mit spitzem Winkel nach rechts oben auf Stahlbrücke positionieren 

• Trägermatrix in der Mitte des Celluloseacetat Filters positionieren 

• beobachten, ob die Trägermatrix das Medium ansaugt 

• 6-Well Flaschen für 30 min vor Zellbesiedelung in Brutschrank stellen 

 

Protokoll 12 Herstellung der Karnowski-Lösung 

2 ml   25% Glutaraldehyd 

5 ml  8% Paraformaldehyd 

3 ml  Aqua bidest. 

10 ml  0,2M Na-Cacodylat 

 

Protokoll 13 Zusammensetzung des PCR-Mix 

• 2 µl 10x PCR Puffer 

• 0.2 mM dNTP Mix 

• 1.5 mM MgCl2 

• 1U Taq Polymerase 

• 4 ml Q-solution 

• 0,5 mM Vorwärtsprimer (F primer) 

• 0,5 mM Rückwertsprimer (R primer) 

 

Protokoll 14 Verwendetes PCR-Programm zur DNA-Amplifikation 

• (1) 95 °C für 5 min  

• (2) 95 °C für 30 s  

• (3) 52 °C für 30 s  

• (4) 72 °C für 1 min  

• 35 Wiederholungen der Zyklen (2-4) 

• (5) 72 °C für 10 min  

• (6) 4°C bis Ende 

 

 

 



Anhang   111 

 

Protokoll 15 Herstellung des Agarose-Gels 

1. Herstellung des TAE Puffers (1L - 50x) 

Im Erlenmeyerkolben auf dem Magnetrührer in Aqua dest. hinzufügen: 
• 242 g Trizma Base 

• 57ml 100% Essigsäure  

• EDTA 0,5M (pH 8,0)  

2. Für Gelherstellung TAE 1:50 in Aqua dest. verdünnen 

3. 1,8 g Agarose in 100 ml TAE (1x) im Erlenmeyerkolben bei 600 W 2 min. lang in 

Mikrowelle erhitzen 

4. Gel unter ständigem Rühren handwarm abkühlen lassen und blasenfrei in Gel-

Kammer eingießen 

 

Protokoll 16 Decalcifizierung von Proben und Einbettung für Kryo-Schnitte 

(Decalcifizierung und Spülungen in 15 ml Falcon (mit je 10 ml Flüssigkeit) horizontal 

auf Shaker mit niedrigen Geschwindigkeiten durchführen) 
• nach Fixierung Präparat mit PBS (pH 8) + 10% EDTA über 30 Tage bei Zimmertemperatur de-

calcifizieren  

(Mediumwechsel alle drei Tage) 

• Präparat 3 x á 5 min mit PBS spülen 

• Präparat mit 5% Succrose-Lösung für 2 h spülen 

• Präparat mit 10% Succrose-Lösung für 24h spülen 

• Präparat mit 20% Succrose-Lösung für 24 h spülen  

 

Protokoll 17 Immunhistologische Färbung mit DAB 

 a) Vorbehandlung und Markierung 

Rehydration in PBS+0,1%Tween20 5 Minuten 

Fixierung in Methanol + 0,3% Wasserstoffperoxid 30 Minuten 

Eingrenzen der Färbungsfelder mit DakoPen®  

 b) Enzymbehandlung 

Waschen in PBS+0,1%Tween20 3 x 5 Minuten 

Hyaluronidase  30 Minuten bei 37 °C 

 c) Auftragen des Primärantikörpers 

Waschen in PBS+0,1%Tween20 3 x 5 Minuten 

Blocken mit 3% BSA 60 Minuten 
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BSA abklopfen und Primärantikörper auftragen 60 Minuten 

Waschen in PBS+0,1%Tween20 3 x 5 Minuten 

Primärantikörper auftragen 12 Stunden 

 d) Auftragen des Sekundärantikörpers 

Waschen in PBS+0,1%Tween20 3 x 5 Minuten 

Sekundärantikörper auftragen 60 Minuten 

 e) ABC-Kit  

Waschen in PBS+0,1%Tween20 3 x 5 Minuten 

ABC auftragen 30 Minuten 

 f) DAB-Substrat Kit 

Waschen in PBS+0,1%Tween20 3 x 5 Minuten 

DAB Komplex auftragen 4 Minuten 

Reaktion mit Leitungswasser stoppen  

 g) Gegenfärbung 

Färben mit Hämalaun 3 Minuten 

Reaktion mit Leitungswasser stoppen  

 Mit DPX Eindecken. 

 

Das Prinzip der immunhistologischen Färbung mit DAB (3,3'-Diaminobenzidin) beruht 

auf einem mehrschrittigen Ankoppeln spezifischer Antikörper und dem makromoleku-

larem Komplex aus Avidin und biotinylierter Peroxidase (ABC). Der biotinylierte Se-

kundärantikörper bindet zunächst an das tierartspezifische FC-Fragment der Primä-

rantikörper. Im nächsten Schritt dockt der ABComplex an Biotin (Avidin hat einer sehr 

hohe Bindungsaffinität zu Biotin: Ka>1015) und somit werden die antikörpermarkierten 

Zielkörper mit Peroxidase bestückt. Die Peroxidase bildet in den Folgeschritten mit 

Wasserstoffperoxid einen Komplex, wobei das 3,3'-Diaminobenzidin als Elektronen-

donor fungiert. Dabei bildet das DAB ein braunes Fällungsprodukt und wird dadurch 

histologisch sichtbar gemacht. Die Spülungen zwischen den einzelnen Bindungsre-

aktionen vermindern unerwünschte Kreuzreaktionen. 
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Protokoll 18 Osmierung und Einbettung für TEM Schnitte 

a) Osmierung 

Spülen in 0,1 Mol Phosphatpuffer 15 Minuten 

0,2 Mol Phosphatpuffer + 2% Osmium 1:1 2 Stunden 

Spülen in 0,1 Mol Phosphatpuffer 2 x 5 Minuten 

30% Ethanol 10 Minuten 

50% Ethanol 10 Stunden 

lagern in 70% Ethanol bis zur Einbettung 

a) Einbettung in Epon Harz 

Spülen in 70% Ethanol 10 Minuten 

100% Ethanol 3 x 20 Minuten 

Styrol 15 Minuten 

Epon + Styrol 1:1 24 Stunden 

Epon 24 Stunden 

In Einbettform bringen und Entlüften 1 Stunde 

Aushärten bei 60 °C 2 – 3 Tage 
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II. Verwendete Substanzen und Nährmedien 
  
10x PCR Puffer Qiagen GmbH, Hilden  
25 % Glutaraldehyd Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München 
6x Orange loading dye solution Fermentas GmbH, St. Leon-Rot  
Aqua ad iniectabilia B. Braun Melsungen AG, Melsungen 
β-Glycerophosphat Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Biotinylierter Anti-Kanichen (IgG H+L)  
 Antikörper vom Schaaf 

Vector Laboratories, Inc., Burlingame (USA) über Biozol Diagnostica  
 Vertrieb GmbH, Eching  

Biotinylierter Anti-Maus (IgG H+L)  
 Antikörper aus Ratte 

Vector Laboratories, Inc., Burlingame (USA) über Biozol Diagnostica  
 Vertrieb GmbH, Eching  

Bovines Serum Albumin (BSA) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München 
Chloralhydrat Fluka, Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München 
DAB Substrat Kit für Peroxidase Vector Laboratories, Inc., Burlingame (USA) über Biozol Diagnostica  

 Vertrieb GmbH, Eching  
DakoPen Dako Deutschland GmbH, Hamburg 
Dexamethason Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München 
DNAase DNA RemoverTM Minerva Biolabs GmbH, Berlin 
dNTP Mix Qiagen GmbH, Hilden  
DPX Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Dulbecco´s Modified Eagle Medium (DMEM) high 

glucose + L-Glutamine + Sodium Pyruvate 
PAA Laboratories GmbH, Pasching 

Dulbecco´s Phosphatgepufferte Salzlösung (PBS) PAA Laboratories GmbH, Pasching 
Eosin  Merck KGaA, Darmstadt  
Epon Plano, GmbH, Wetzlar 
Essigsäure Merck KGaA, Darmstadt  
Ethanol Merck KGaA, Darmstadt  
Ethylenediaminatetraacedic acid (EDTA) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Fetal Bovine Serum Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
FGF-2 ReliaTech Receptor Ligand Technologies GmbH, Wolfenbüttel 
Formaldehyd-Lösung 4 % neutral gepuffert Otto Fischar GmbH & Co. KG, Saarbrücken 
Gentamycin DeltaSelect, AlleMan Pharma GmbH, Rimbach 
Glutaraldehyd Merck KGaA, Darmstadt  
Heparin ratiopharm GmbH, Ulm 
Hydroxyessigsäure Merck KGaA, Darmstadt  
IBMX Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Indomethacin Fluka, Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Insulin Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Isopropanol (2-Propanol) Merck KGaA, Darmstadt  
ITS 100x Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Kalialaun (Kaliumaluminiumsulfat-Dodecahydrat) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
L-Ascorbinsäure Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Linolsäure Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
L-Prolin Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Mayer's Hämatoxilin Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Methanol Merck KGaA, Darmstadt  
MgCl2 für PCR Qiagen GmbH, Hilden  
Mycoplasma Detection Kit VenorGeM Minerva Biolabs GmbH, Berlin 
Na-Cacodylat Merck KGaA, Darmstadt  
NaCl Baxter Deutschland GmbH, Unterschleißheim 
Natriumjodat Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Natriumpyruvat Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Oil-Red-O Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Osteocalcin Antikörper (FL-100) sc-30044 Santa Cruz Biotechnology, Inc., Santa Cruz (USA)  
Osteonectin Antikörper AON-1 Developmental Studies Hybridoma Bank, Iowa (USA)  
Osteopontin Antikörper MPIIIB101 Developmental Studies Hybridoma Bank, Iowa (USA)  
Paraformaldehyd Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Proteinkinase K Merck KGaA, Darmstadt  
Q-solution Qiagen GmbH, Hilden  
SDS ultra pure Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Taq Polymerase Qiagen GmbH, Hilden  
TGF-β3 R&D Systems, Minneapolis (USA) 
Tissue freezing medium Leica Microsystems Nussloch GmbH, Nussloch  
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Toluidine Blue O Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Tris ultrapure Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Trizma base, minimum Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Trypsin/EDTA x 10 Gibco, Invitrogen GmbH, Darmstadt 
Trypsin-EDTA-Lösung (10 x) PAA Laboratories GmbH, Pasching 
Tutofusin® Baxter Deutschland GmbH, Unterschleißheim 
Vectastain Elite ABC Kit Vector Laboratories, Inc., Burlingame (USA) über Biozol Diagnostica 

Vertrieb GmbH, Eching  
Zitronensäure Carl Roth GmbH, Karlsruhe 

 

III. Verwendete Medikamente 
  
Baytril® Bayer AG, Leverkusen 
Bepanthen® Roche Deutschland Holding GmbH, Grenzach-Wyhlen 
Diethylether Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
elca®Med Asid Bonz GmbH, Herrenberg 
Ketanest®, (Ketamin) Pfizer Deutschland GmbH, Berlin 
Kodan®, Tinktur forte Schülke & Mayr GmbH, Norderstedt 
Novalgin®, (Metamizol) Sanofi-Aventis Deutschland GmbH, Frankfurt 
Rompun®, (Xylazin) Bayer AG, Leverkusen 

 

IV. Verwendetes chirurgisches Instrumentarium 
  
anatomische Pinzetten Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Backhausklemmen Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
chirigische Pinzetten Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Fadenschere Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
gebogene anatomische Pinzette Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
kleine Schere Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Luer  Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Nadelhalter Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Präparierschere Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Skalpell 11 Feather Safety Razor Co., Osaka (Japan) 
Skalpell 15 Feather Safety Razor Co., Osaka (Japan) 
Skalpell 21 Feather Safety Razor Co., Osaka (Japan) 

 

V. Verbrauchsmaterialien 
  

10 ml Pipetten Eppendorf AG, Hamburg 

15 ml Falcon® Falcon®, Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
22 G Kanülen Eppendorf AG, Hamburg 
50 ml Falcon® Falcon®, Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
6-Well Flaschen Nunc GmbH & Co. KG, Wiesbaden 
Adhäsionsträger Superfrost plus VWR International GmbH, Darmstadt 
Alufolie, Typ Universal 30 VWR International GmbH, Darmstadt 
Cell Strainer 70 µm Nylon Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
Cellulose Acetat Filter Sartorius AG, Göttingen 
Deckgläser 24x50 mm VWR International GmbH, Darmstadt 
Deckgläser 24x60 mm VWR International GmbH, Darmstadt 
DPX Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München  
Einfrierröhrchen Nalgene, Thermo Fisher Scientific, Rochester (USA) 
Einmal-Handschuhe, Typ sempercare edition Semperit Technische Produkte GmbH, Wien (Österreich) 
Einmal-Pipetten (2 ml, 5 ml, 10 ml, 25 ml) Eppendorf AG, Hamburg 
Einmal-Skalpelle Feather Safety Razor Co., Osaka (Japan) 
Einmal-Spritzen (1 ml, 2 ml, 5 ml, 10 ml, 20 ml) Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
Eppendorf-Reaktionsgefäße (0,5 ml 1,5 ml, 2 ml) Eppendorf AG, Hamburg 
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Filter Whatmann 42 Herolab GmbH Laborgeraete, Wiesloch 
Glasobjektträger, Typ Superfrost Plus Menzel Glasbearbeitungswerk GmbH & Co., Braunschweig 
Kryoröhrchen Roche Deutschland Holding GmbH, Grenzach-Wyhlen 
Leukoplast® BSN medical GmbH, Hamburg 
Mersilene Faden 0 Sutupak 12 x 45 cm  Ethicon GmbH, Norderstedt 
Microtom Blade N35.H Feather Safety Razor Co., Osaka (Japan) 
Objektträger-Kästen VWR International GmbH, Darmstadt 
Pasteurpipetten Eppendorf AG, Hamburg 
Pasteur-Pipetten (230 mm) Brand GmbH + Co. KG, Wertheim 
PCR Reagenzgefäße Eppendorf AG, Hamburg 
Petrischalen Nunc GmbH & Co. KG, Wiesbaden 
Pipette, Typ Pipetman 2, 10, 20, 200, 1000 µl Gilson Inc., Middleton, (USA) 
Pipettenspitzen (10 μl, 100 μl, 200 μl, 1.000 μl) Eppendorf AG, Hamburg 
Plastikmesstrichter Labomedic GmbH, Bonn  
Plastikspritzen, 2, 5, 10, 20 ml Becton Dickinson GmbH, Heidelberg 
sterile Handschuhe B. Braun Melsungen AG, Melsungen 
T-225 Flasks Nunc GmbH & Co. KG, Wiesbaden 
T-25 Flasks Nunc GmbH & Co. KG, Wiesbaden 
T-75 Flasks Nunc GmbH & Co. KG, Wiesbaden 
Tissue freezing medium Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, Wetzlar 
Uvetten Eppendorf AG, Hamburg 
Vicyl Faden 4-0 Ethicon GmbH, Norderstedt 

 

VI. Laborgeräte 
  
500 ml Trinkflaschen mit Kugeldeckel ACC2521 Tecniplast GmbH, Hohenpeißenberg 
Agarose Gel-Kammer Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 
Analysenwaage, Typ Kern 770-12 Kern & Sohn GmbH, Balingen 
Autoklav, Typ Varioklav 300 H+P Labortechnik GmbH, Oberschleißheim 
Axiocam MR Carl Zeiss Microimaging GmbH, Jena 
BioPhotometer  Eppendorf AG, Hamburg 
Brutschrank IG 150 Jouan GmbH, Unterhaching 
Bunsenbrenner Fireboy Eco IBS, INTEGRA Biosciences GmbH, Fernwald 
Cell Coulter T-540 Beckman Coulter GmbH, Krefeld 
Duran-Glasware (Flaschen, Bechergläser) Schott AG, Mainz 
Erlenmeyerkolben, diverse Größen Schott AG, Mainz 
Feinanalysenwaage Kern 770 Kern & Sohn GmbH, Balingen 
Kryostat, Typ Vacutome HM 200 OM Microm International GmbH, Walldorf 
Kühl-Gefrier-Kombination, Typ 561284 Liebherr-Hausgeräte Ochsenhausen GmbH, Ochsenhausen 
Längenänderungsaufnehmer, Typ Z010/TN2A Zwick GmbH & Co. KG, Ulm 
Magnetrührer ARE Axon VELP Scientifica srl, Usmate (Italien) 
Makorolon Käfige 1354G Eurostandard Typ IV  Tecniplast GmbH, Hohenpeißenberg 
Mikroskop, Typ Axiophot Carl Zeiss Microimaging GmbH, Jena 
Mikroskop, Typ Axiovert S100 Carl Zeiss Microimaging GmbH, Jena 
Neubauer-Zählkammer Brand GmbH + Co. KG, Wertheim 
PCR-Cycler, Typ Peltier Thermal Cycler 200 MJ Research Inc., Watertown (USA) 
PCR-Werkbank, Typ Captair Bio Erlab D.F.S S.A.S, Köln 
pH-Meter, Typ pH 525 WTW GmbH, Weilheim 
Pipette, Typ Pipetman Gilson Inc., Middleton (USA) 
Pipettierhilfe, Typ Pipettus akku Hirschmann Laborgeräte GmbH & Co. KG, Eberstadt 
Rasiergerät Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen 
Rostastahl Drahtbrücken RoSta Rohr und Stahl GmbH, Wenden-Hünsborn 
Shaker Heidolph Instruments GmbH & Co.KG, Schwabach 
Sicherheitswerkbank, steril Heraeus Holding GmbH, Hanau 
Sicherheitswerkbank, steril Heraeus Holding GmbH, Hanau 
Stickstoffaufbewahrungstank, Typ Thermolyne Lo-

cator JR 
Barnstead International, Inc., Iowa (USA) 

Stickstoffvorratstank, Typ XL-120 Taylor-Wharton Harsco GmbH, Mildstedt 
Tiefkühlschrank (- 80 °C), Typ 6485 GFL GmbH, Burgwedel 
Tiefkühlschrank (- 80 °C), Typ 6485 GFL GmbH, Burgwedel 
Tierwaage Kern & Sohn GmbH, Balingen 
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Transmissionselektronenmikroskop CM10 Philips GmbH, Hamburg 
Ultracut ultramicrotome OmV3 Reichert-Jung, C. Reichert AG, Wien (Austria) 
Vakuumpumpe für die Zellkultur, Typ VDE0530 KNF Neuberger GmbH, Freiburg 
Wärmeschrank 37 °C Jouan GmbH, Unterhaching 
Wasserbad, Typ 1012 GFL GmbH, Burgwedel 
Wasserbad, Typ 1012 GFL GmbH, Burgwedel 
Zentrifuge, Typ Univ. 16R, Rotor 1624 Hettlich GmbH & Co. KG, Tuttlingen 

 

VII. Verwendete Tiere 
  
Lewis Ratten Charles River Laboratories Inc., Sulzfeld 

 

VIII. Verwendete Software 
  
Adobe Photoshop 6.0  Adobe Systems Inc., San Jose (USA) 
AxioVision 2.0 Carl Zeiss MicroImaging GmbH, Jena 
GraphPad Prism Ver. 3.02 GraphPad Software Inc., San Diego, (USA) 
imageJ Ver. 1.41o National Institute of Health, Bethesda (USA) 
testXpert V5.0  Zwick GmbH & Co. KG, Ulm 
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Abkürzungsverzeichnis 

3D dreidimensional 
A. arteria (lat.) 
Abb. Abbildung 

ABC Avidin and Biotinylated horseradish peroxidase macromolecular Complex  
(engl.) = Makromolekularer Komplex aus Avidin und biotinylierter  
Meerrettichperoxidase 

ACT Autologe Chondrozytentransplantation 
AK Antikörper 
ASR Achillessehnenruptur  
AZ Adipozyten 
BMP bone morphogenetic protein 
BMSC bone marrow stromal cells (engl.) = Knochenmarkszellen 
BSA Bovines Serum Albumin 
bzgl. bezüglich 
bzw.  beziehugsweise 
CFU colony forming unit (engl.) 
Col I collagen I (engl.) 
CZ Chondrozyten 
DAB 3,3'-Diaminobenzidin 
DMEM HG Dulbecco´s modified Eagle medium, high glucose + L-glutamine + sodium pyruvate 

(engl.) 
ECM extrazelluläre Matrix 
EGF epidermal growth factor 
engl. englisch 
ER endoplasmatischen Retikulum 
Fa. Firma 
FBS fetal bovine serum (engl.) = Fetales Kälberserum 
FBS HI hitzeinaktiviertes FBS  
fc flat cell (engl.) 
FGF fibroblast growth factor (engl.) 
ggf. gegenebenfalls 
HE Haematoxilin-Eosin 
HIF α hypoxia-inducible factor α (engl.) 
hMSC humane mesenchymal stem cell (engl.) = humane Mesenchymale Stammzelle 
i.d.R. in der Regel 
i.m. intramuskulär 
IBMX 3-Isobutyl-1-methylxanthin 
IGF-I insuline-like growth factor-I (engl.) 
ITS Insulin, Transferrin, Selenium 
Kap. Kapitel 
KG Körpergewicht 
lat. lateinisch 
m. musculus (lat.) 
MACT Matrixinduzierte autologe Chondrozytentransplantation 
MMP Metalloproteinasen 
MSC mesenchymal stem cells (engl.) = Mesenchymale Stammzellen 
MT1-MMP Membran Typ 1 Matrix Metalloproteinase  
MTJ myotendinous junction (engl.) = Muskelsehnenübergang 
NCP noncollagenous protein (engl.) = nichtkollagenes Protein 
OP Operation 
OSG oberes Sprunggelenk 
OTJ osteotendinous junction (engl.) = Knochensehnenübergang 
OZ Osteozyten 
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p.o. post operationem (lat.) 
PBS Phosphatgepufferte Salzlösung 
PDGF-BB platelet-derived growth factor-BB (engl.) 
PGA polyglycolic acid (engl.) = Polyglycolsäure 
PLA polylactic acid (engl.) = Polymilchsäure 
rc rapidly self renewing cells (engl.) 
rER raues endoplasmatischen Retikulum 
RMR Rotatorenmanschettenruptur 
S suture (engl.) = Naht 
s. siehe 
s.a. siehe auch 
s.c. subkutan 
sc spindle-shaped cell (engl.) 
SIS small intestine submucosa (engl.) 
sog. sogenannt 
Tab. Tabelle 
TEM Transemissionselektronenmikroskopie 
TGF tissue growth factor (engl.) 
TGF-β tissue growth factor-β (engl.) 
TIFF tagged image file format (engl.), ein Rasterbilddateiformat 
USG unteres Sprunggelenk 
v.a. vor allem 
VEGF vascular endothelial growth factor (engl.) 
VKBR vordere Kreuzbandruptur  
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