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1. Einleitung 

1.1 Humane mesenchymale Stammzellen (hMSC) 

Mesenchymale Stammzellen zeichnen sich durch ihre Fähigkeit zur Selbstreplikation 

und ihre Differenzierbarkeit in verschiedene Gewebe aus (Pittenger et al. 1999). 

Diese Fähigkeiten beinhalten die theoretische Möglichkeit einer unbegrenzten 

Zellvermehrung, an die sich eine Differenzierungsphase zu spezialisierten Zellen 

anschließt, z.B. zu Osteoblasten (hOB). Vor diesem Hintergrund sind hMSC 

besonders für das Tissue engineering von Knochen interessant (Bianco and Robey 

2001). Denn obwohl der Bedarf eines funktionellen Knochenersatzes bei ca. 10-15% 

aller Wiederherstellungseingriffe am Bewegungsapparat gegeben ist, werden die 

Anforderungen an das Knochenersatzmaterial aus verschiedenen Gründen bisher 

nicht zufriedenstellend erfüllt (von Garrel and Gotzen 1998; Rueger 1998). 

Erfolgversprechend erscheint daher die Vorstellung, dem Patienten körpereigene 

hMSC zu entnehmen, sie unter optimalen Bedingungen in vitro zu vermehren und 

auf einer Leitschiene anzusetzen; anschließend werden die hMSC zu Osteoblasten 

differenziert und zur extrazellulären Matrixbildung induziert, so dass schließlich 

dieses besiedelte Konstrukt als Knochenersatz replantiert werden kann. 

Ein großes Problem stellt allerdings bereits die Identifikation von hMSC dar, denn 

bisher ist kein charakteristischer Marker bekannt, der nur für hMSC spezifisch ist 

(Bianco and Gehron 2000; Conget and Minguell 1999). Deshalb wird der Nachweis 

von hMSC in den meisten Studien indirekt über die Fähigkeit der Differenzierbarkeit 

geführt (Jaiswal et al. 1997; Bruder et al. 1998; Pittenger et al. 1999). Allerdings 

erfüllen die so erkannten hMSC nur noch begrenzt die Anforderungen für das Tissue 

engineering, da sie durch ihre Differenzierung z.B. ihre Fähigkeit zur 

Selbstreplikation eingebüßt haben (Aubin 1998). 

Daher ist es das Ziel der vorliegenden Arbeit, undifferenzierte hMSC durch ein 

Färbeprofil von mehreren Marken mittels Immunzytochemie eindeutig zu 

charakterisieren und von reifen Zellen der osteoblastären Differenzierungskaskade 

abzugrenzen.  
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1.2 Die osteoblastäre Differenzierungskaskade 

Die osteoblastäre Differenzierung von MSC wurde besonders im Rattenmodell 

sowohl in vitro (Liu et al. 1994; Collin et al. 1992) als auch in vivo (Cowles et al. 

1998; Zhu et al. 2001) sehr detailliert untersucht. Im Mittelpunkt der Forschung stand 

dabei meist der Versuch, über die Zellmorphologie und die Änderung des 

Expressionsmusters verschiedene Reifungsstufen während der osteoblastären 

Differenzierungskaskade gegeneinander abzugrenzen. Allerdings hat sich eine 

derartige Unterteilung bis heute nicht durchsetzen können; im Gegenteil, denn in den 

letzten Jahren hat man erkennen müssen, dass die Zusammenhänge sich nicht auf 

ein einfaches Schema reduzieren lassen. Die osteogene Differenzierungskaskade 

scheint keine einfache Abfolge verschiedener Reifungsstufen zu sein, sondern 

vielmehr ein sehr komplexes Zusammenspiel von Differenzierung und 

Dedifferenzierung mit Übergängen zu anderen Zelllinien (Aubin et al. 1995; Bruder et 

al. 1997a; Aubin 1998; Pereira et al. 2001).  

Abb. 1.1 Schematisierte Übersicht der verschiedenen Reifungsstufen innerhalb der osteoblastären 
Kaskade mit vermuteten Übergängen zu anderen Zelllinien nach Aubin 1998. 
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Ein weiteres Problem ist, dass sich die aus den Tiermodellen gewonnen Ergebnisse 

nicht direkt auf den Menschen übertragen lassen, da verschiedene Merkmale der in 

vitro-Osteogenese der Ratte, wie z.B. der Bildung von bone nodules, bei humanen 

MSC nicht beobachtet werden können (Siggelkow et al. 1999a; Rickard et al. 1996). 

Da die Erforschung der osteoblastären Differenzierungskaskade beim Menschen in 

vivo aber Grenzen unterworfen ist, sind humane in vitro-Modelle der Osteogenese 

von besonderem Interesse, auch wenn die komplexen Zusammenhänge im 

menschlichen Organismus schwer nachzuahmen sind. Allerdings differieren die 

Methoden der Zellisolation sowie der Zellkultivierung und Differenzierung zwischen 

verschiedenen Arbeitsgruppen sehr. Diejenigen Methoden, welche als erste etabliert 

wurden und somit als Standard für die Gewinnung osteoblastärer Zellen dienen 

könnten (Beresford et al. 1984; Robey and Termine 1985; Owen 1988), wurden 

häufig abgewandelt und modifiziert. Dadurch ist eine Vergleichbarkeit der 

verschiedenen Studien nur begrenzt gegeben. Folglich wurden z.T. widersprüchliche 

Ergebnisse präsentiert, wie z.B. der Einfluss von Kortikosteroiden auf die 

Proliferationseigenschaften und die Expression verschiedener Marker von 

osteoblastären Zellen (Pereira et al. 2001; Bruder et al. 1997b). Zu diesen 

methodischen Differenzen kommt erschwerend hinzu, dass interindividuelle 

Unterschiede zwischen den einzelnen Spendern bestehen, die z.B. vom Alter und 

Geschlecht abhängen (Muschler et al. 2001). Aber selbst Zellen ein und des selben 

Spenders unterscheiden sich sowohl durch den Entnahmeort (Kasperk et al. 1995), 

durch die Entnahmemenge (Muschler et al. 1997) und durch die Entnahmetechnik 

und Isolationsmethode (Jonsson et al. 1999). Zudem ist es bisher mit keiner 

Isolationsmethode gelungen, eine homogene osteoblastäre Zellpopulation zu 

gewinnen, sei es durch die klassischen Methoden (Jonsson et al. 1999), sei es durch 

immunologische Auftrennungsverfahren (Encina et al. 1999; Gronthos et al. 1999). 

Daher ist die Schaffung eines Standards wünschenswert, der als Grundlage für 

weitere Untersuchungen dient und Aussagen auf dem Einzelzellniveau einer 

Zellpopulation erlaubt.  
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1.2.1 Osteoblastäre Marker 

Der Standardnachweis einer osteoblastären Differenzierung in vitro umfasst zum 

einen den Kalknachweis in der extrazellulären Matrix (ECM), z.B. über eine 

histologische von-Kossa-Färbung. Zum anderen beinhaltet er den Nachweis 

verschiedener sog. osteoblastärer Marker, sei es direkt über die Proteinexpression 

oder indirekt über die Enzymaktivität, wie z.B. bei der Alkalischen Phosphatase. 

Neben diesem Protein gelten außerdem Kollagen-I, Osteopontin, Osteonectin, Bone 

Sialoprotein, und Osteocalcin als die klassischen osteoblastären Marker (Aubin et al. 

1995; Bruder et al. 1997a; Beresford et al. 1993). Mit Hilfe einzelner Marker wurde in 

der Vergangenheit versucht, verschiedene Reifungsstufen innerhalb der 

osteoblastären Differenzierungskaskade voneinander zu unterscheiden. Dies ist aber 

aus verschiedenen Gründen bisher noch nicht gelungen. Denn man hat erkennen 

müssen, dass sich nicht alle Zellen während der osteoblastären Differenzierung im 

selben Reifungsstadium befinden. Daher ist es notwendig, die Expression der 

osteoblasten-assoziierten Marker auf Einzelzellniveau zu analysieren (Liu et al. 

1994). Ein weiteres Problem stellt außerdem die Tatsache dar, dass die meisten der 

sog. osteoblasten-assoziierten Proteine nicht gewebespezifisch für Knochen sind, 

sondern von einer Vielzahl von Zelltypen exprimiert werden. Folglich sind diese 

Proteine für eine eindeutige Identifikation von hMSC und osteoblastären 

Reifungsstufen nicht zweckmäßig. Einige dieser Marker werden außerdem von 

hMSC und hOB produziert, so dass sie sich nicht für eine Unterscheidung zwischen 

unreifen und reifen Zellen der osteoblastären Kaskade eignen. Obwohl 

hochspezifisch für die osteoblastäre Kaskade wird z.B. der Transkriptionsfaktor cbfa1 

bereits von Vorläuferzellen der osteoblastären Kaskade exprimiert (Ducy et al. 2000); 

so dass keine Unterscheidung von Vorläuferzellen und reifen Osteoblasten mit cbfa1 

möglich ist. Lediglich Osteocalcin stellt in diesem Zusammenhang einen geeigneten 

Unterscheidungsmarker dar, da dieses Protein nur von reifen Osteoblasten gebildet 

wird (Ducy et al. 2000).  

Die osteoblasten-assoziierten Marker lassen sich je nach ihrer Funktion in 

verschiedene Gruppen unterteilen. Im Folgenden werden die wichtigsten dieser 

Proteine kurz beschrieben. 
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Strukturproteine 

Knochen entsteht über eine organische Vorläufermatrix, dem sog. Osteoid, welches 

sowohl aus kollagenen als auch aus nicht-kollagenen Strukturproteinen 

zusammengesetzt ist. Es dient den Zellen als mechanisches Stützgerüst und als 

Leitschiene; außerdem stellt es eine Matrix für Kalziumapatitkristalle dar, welche erst 

nach der Ausreifung des Osteoids eingelagert werden (Collin et al. 1992; Nefussi et 

al. 1997; McKee and Nanci 1996). Die kollagenen Bestandteilen überwiegen mit 

einem Massenanteil von ca. 90% und machen das Grundgerüst dieser Matrix aus. 

Ihnen werden besonders mechanische Aufgaben zugeschrieben. Während der 

Osteogenese können im Knochen neben Kollagen-I, welches mit 97% den 

Hauptbestandteil ausmacht, noch die Kollagentypen-III, -V, -VI und -X nachgewiesen 

werden (Chichester et al. 1993; Collin et al. 1992; Beresford et al. 1993; Aubin 1998). 

Mutationen des Kollagen-I führen zu unterschiedlichen Ausprägungen des 

Erkrankungsbildes der Osteogenesis imperfecta. Dabei kommt es zu strukturellen 

Abnormalitäten des Osteoids, die zu einer verminderten Stabilität des Knochens 

führen (Sarathchandra et al. 2000). Aus Mutationen der anderen Kollagentypen 

resultieren eine Vielzahl an Bindegewebsstörungen, wobei der Knochenstoffwechsel 

besonders durch das Fehlen von Kollagen-III im Sinne eines Ehlers-Danlos-

Syndroms betroffen ist (Kuivaniemi et al. 1997).  

Die nicht-kollagenen Komponenten machen ca. 10% des Osteoids aus. Am 

häufigsten sind Osteocalcin (OC) und Osteonectin (ON) mit jeweils 20% gefolgt von 

Bone sialoprotein mit 12%, Osteopontin (OPN) und Fibronectin (Anselme 2000) mit 

jeweils unter 8%. Ihnen werden besonders integrative Aufgaben zugeschrieben, da 

sie Bindungsstellen für andere Makromoleküle, Zellen sowie Kalziumapatit aufweisen 

(Malaval et al. 1994; McKee and Nanci 1996). Osteocalcin (OC) gilt dabei als 

spezifischster Marker für osteoblastäre Zellen, welcher erst spät in der 

Differenzierungskaskade mit Einsetzen der Mineralisation der extrazellulären Matrix 

nachgewiesen werden kann (Bronckers et al. 1985). Die genaue Funktion von OC ist 

nicht bekannt, denn obwohl es Kalziumbindungsstellen aufweist, ist es nicht 

notwendig für den Knochenaufbau bzw. die Matrixkalzifizierung, sondern scheint 

diese eher zu inhibieren (Boskey 1998). Entsprechend weisen OC-defiziente 

knockout Mäuse eine unveränderte Knochenstruktur auf, bei der sogar eine 

vermehrte Knochenbildungsrate und eine größere Knochenmasse beobachtet 

werden kann (Ducy et al. 1996). 
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Osteopontin (OPN) besitzt genauso wie OC Bindungsstellen für Kalziumphosphat, so 

dass es in den Prozess der Matrixkalzifizierung eingebunden zu sein scheint. Aber 

auch OPN ist nicht essentiell für die Osteogenese bzw. für einen funktionellen 

Knochenaufbau, was anhand von OPN-defizienten knockout-Mäusen gezeigt werden 

konnte, welche keine strukturellen Unterschiede im Knochenaufbau aufwiesen 

(Rittling et al. 1998). Im Gegensatz dazu ist ein Fehlen von Osteonectin (ON) nicht 

kompensierbar. Zwar weisen auch ON-defiziente Mäuse eine normale 

Skelettentwicklung auf, jedoch besteht eine eingeschränkte Fähigkeit zur 

Knochenneubildung und zum Remodelling, was sich in einer negativen 

Knochenbilanz und der Entwicklung einer Osteopenie wiederspiegelt. Hierfür wird 

besonders die Assoziation von ON mit Kollagen-I verantwortlich gemacht, welche 

offensichtlich von den anderen nicht-kollagenen Proteinen nur unzureichend 

übernommen werden kann (Delany et al. 2000). 

Bone sialoprotein (BSP) besitzt wie die meisten nicht-kollagenen Proteine neben 

Bindungsmotiven für andere Matrixproteine und Zellen auch Bindungsstellen für  

Kalziumapatit (Harris et al. 2000). Entsprechend ist BSP extrazellulär besonders dort 

lokalisiert, wo eine Mineralisation einsetzt (Ganss et al. 1999), so dass die 

Anwesenheit von BSP für eine Verkalkung der Matrix notwendig ist.  

Eine weitere Gruppe der Strukturproteine stellen Proteoglykane, die ca. 10% des 

nicht-kollagenen Bestandteils des Osteoids ausmachen. Die prominentesten 

Vertreter sind u.a. Versican und Decorin. Sie werden sowohl im Knochen als auch im 

Knorpel exprimiert und sind am Aufbau der extrazellulären Matrix beteiligt (Barry et 

al. 2001). Die Bedeutung der Proteoglykane für die Osteogenese ist jedoch noch 

unklar. Bekannt ist, dass Decorin in vivo besonders im Osteoid nachgewiesen 

werden kann, der Nachweis mit Ausreifung der Knochenmatrix allerdings schwächer 

wird (Blumberg et al. 1997). Entsprechend bewirkt eine Decorindefizienz bei Mäusen 

keine auffälligen Veränderungen im Knochen, wohl aber im kollagenen 

Bindegewebe. Dort kommt es zu Veränderungen im Sinne des Erkrankungsbildes 

eines Ehlers-Danlos-Syndroms, wofür insbesondere die Interaktionen von Decorin 

mit verschiedenen Kollagentypen verantwortlich gemacht werden (Corsi et al. 2002).  
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Enzyme 

Anders als die erwähnten Strukturproteine katalysieren Enzyme verschiedene Auf-

und Abbauprozesse im Knochenstoffwechsel. Zu dieser Gruppe gehört die alkalische 

Phosphatase (ALP), die offensichtlich den Prozess der Matrixkalzifizierung 

katalysiert. ALP gilt als klassischer Marker der osteoblastären Kaskade (Robey and 

Termine 1985) bzw. als Marker der Knochenneubildung (Farley and Baylink 1986). 

Der Nachweis von ALP wird häufig mit dem osteogenen Potential von Zellen 

gleichgesetzt (Pittenger et al. 1999; Halvorsen et al. 2001; Kuznetsov et al. 2001). 

Die alkalische Phosphatase besitzt vier Isoformen, von denen die bone/liver/kidney 

Isoform, auch als TNSALP (tissue non specific alkaline phosphatase) bezeichnet, 

u.a. im Knochen exprimiert wird (Henthorn et al. 1992). Als Homotetramer ist ALP in 

der Plasmamembran u.a. von Osteoblasten verankert, wo es bei einem hohen pH-

Optimum verschiedene Monophosphatester hydrolysieren kann. Mutationen 

innerhalb des ALP-Gens bewirken beim Menschen das Erkrankungsbild einer 

Hypophosphatämie, bei dem es zu Verkalkungsstörungen des Knochens in 

unterschiedlichen Schweregraden kommt. Ursächlich dafür scheint eine 

Akkumulation von organischem Pyrophosphat zu sein, wodurch die Bildung von 

Hydroxylapatitkristallen und somit eine Verkalkung des Knochens verhindert wird 

(Whyte et al. 1996). Bei in vitro-Versuchen waren ALP-defiziente Osteoblasten der 

Maus zwar in der Lage nodules, d.h. Zellhaufen zu bilden, allerdings kam es nicht zu 

einer Kalzifizierung im Sinne einer bone-nodule-Bildung (Wennberg et al. 2000). 

Im Gegensatz zu ALP gehören die Matrixmetalloproteinasen (MMP) zu Enzymen, 

welche die Degradation und Resorption des Knochens fördern, was für die 

Ausbildung eines funktionelles Knochens eine ähnlich wichtige Bedeutung hat wie 

die Matrixproduktion (Filanti et al. 2000). Im Rattenmodell scheinen während der 

Osteogenese besonders die MMP-2 und –9, auch als Gelatinase A und B 

bezeichnet, von unterschiedlichen Reifungsstadien der Osteoblasten exprimiert zu 

werden, wobei MMP-9 später als MMP-2 nachgewiesen werden kann (Bord et al. 

1997; Filanti et al. 2000). Die Rolle bei der humanen Osteogenese ist allerdings noch 

nicht näher untersucht worden.  
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Signalmoleküle 

Neben verschiedenen Wachstums- und Differenzierungsfaktoren des Knochens, wie 

z.B. bone morphogenetic proteins (BMP) oder transforming growth factors (TGF), 

gehört auch Osteoprotegerin zu der Gruppe von Signalmolekülen (OPG), die den 

Knochenstoffwechsel beeinflussen. Im Gegensatz zu anderen Signalmolekülen 

beeinflusst das Fehlen von OPG hauptsächlich den Knochenstoffwechsel, jedoch 

kaum die restliche Organentwicklung. Zwar bilden OPG-defiziente Mäuse ein Skelett 

aus, aber es entwickelt sich sehr früh eine schwere Form der Osteoporose (Mizuno 

et al. 1998).  

Osteoprotegerin verhindert durch kompetitive Bindung des receptor activator of NF-

kappa B Ligand (RANKL) eine Aktivierung von RANK auf Osteoklasten. Dadurch 

hemmt OPG die osteoklastäre Differenzierung sowie die Aktivierung der 

Osteoklasten und beeinflusst seinem Namen entsprechend den Knochenstoff-

wechsel zu Gunsten des Knochenaufbaus (Aubin and Bonnelye 2000). Die 

Expression von OPG ist in besonderem Maße abhängig von hormonellen Einflüssen, 

so dass sich die Serumspiegel von OPG bei Patienten verschiedenen Alters und 

Geschlechts deutlich unterscheiden. Die höchsten OPG-Serumwerte können bei 

postmenopausalen Frauen gefunden werden. Zusätzlich ist die OPG-Expression 

auch sehr stark parakrinen Effekten unterworfen (Hofbauer et al. 2000).  

 

 

1.2.2 Steuerung der osteoblastären Kaskade in vitro 

Was sich zwischen dem Ausgangs- und dem Endpunkt der Differenzierungskaskade 

befindet, d.h. über welche Zwischenschritte die osteoblastäre Differenzierung von 

hMSC zu hOB abläuft, ist kaum bekannt. Man weiß jedoch, dass es sich bei der 

Osteogenese um einen komplexen, dynamischen Prozess handelt, bei dem in vivo 

die koordinierte Matrixbildung einer gezielten Resorption gegenübersteht. Dafür 

bedarf es eines abgestimmten Zusammenspiels verschiedener Zellarten, 

Matrixproteine sowie Wachstums- und Differenzierungsfaktoren (Baylink et al. 1993; 

Filanti et al. 2000; Reddi 2000). Zusätzlich zur Differenzierung der Zellen findet auch 

eine Reifung der extrazellulären Matrix statt, was in gegenseitiger Abhängigkeit 

geschieht (Mizuno et al. 2000). Ziel der Knochenbildung in vitro ist es, die 

komplizierten in vivo Verhältnisse nachzuahmen. Allerdings ist es fraglich, ob dies in 

einem zweidimensionalen Kultursystem möglich ist und ob z.B. die zelluläre 
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Differenzierung in vitro über dieselben Reifungsstufen abläuft wie in vivo (Aubin 

1998). Elektronenmikroskopische Untersuchungen von bone nodules als Produkt der 

osteoblastären Differenzierung in vitro weisen jedoch eine große morphologische 

Ähnlichkeit mit spongiösem Knochen und eine vergleichbare Proteinzusam-

mensetzung auf (Bhargava et al. 1988; Beresford et al. 1993). 

Die osteoblastäre Differenzierung von hMSC in vitro kann durch eine Vielzahl von 

Hormonen und Vitaminen beeinflusst werden, jedoch beginnt man erst allmählich die 

komplexen Wirkmechanismen und gegenseitigen Wechselwirkungen zu verstehen. 

Bezeichnend für die geringe Kenntnis der Vorgänge während der Osteogenese ist, 

dass eine osteogene Stimulation in vitro ohne die Zugabe von fötalem Rinderserum 

(FBS), dessen Zusammensetzung hinsichtlich der Wachstums- und 

Differenzierungsfaktoren nicht genau definiert ist, nicht gelingt (Beresford et al. 

1993). Die Kultivierung mit FBS alleine bewirkt aber noch keine osteogene 

Stimulation, sondern es werden weitere Faktoren benötigt. Erst nach Zugabe von β-

Glyzerophosphat, Askorbinsäure sowie Dexamethason, konnte eine Bildung und 

Verkalkung von bone nodules beobachtet werden (Bellows et al. 1986; Bhargava et 

al. 1988). Diese Art der osteogenen Stimulation wird auch heute noch von den 

meisten Arbeitsgruppen angewendet. Zusätzlich kann die osteoblastäre 

Differenzierung in vitro aber durch eine Vielzahl weiterer Hormone, Wachstums- oder 

Differenzierungsfaktoren beeinflusst werden, wie z.B. durch Transforming Growth 

Factors (TGF) (Liu et al. 1999; Kale et al. 2000), Vitamin D3 (Liu et al. 1999; Rickard 

et al. 1996), Fibroblast Growth Factors (FGF) (Frank et al. 2002; Walsh et al. 2000; 

Kasperk et al. 1995), Insulin-like Growth Factors (IGF) (Kasperk et al. 1995; Thomas 

et al. 1999) oder Bone Morphogenetic Proteins (BMP) (Reddi 2000; Fromigue et al. 

1998). Die Bedeutung dieser Faktoren ist für die humane Osteogenese aber noch 

nicht hinreichend aufgeklärt. Hinzu kommt, dass sie in Abhängigkeit von ihrer 

Konzentration bzw. in Kombination miteinander z.T. antagonistische, z.T. 

synergistische Effekte haben können (Pereira et al. 2001; Rickard et al. 1996). 

Zusätzlich haben sowohl die Oberfläche bzw. die extrazelluläre Matrix (Degasne et 

al. 1999), auf der die Zellen kultiviert werden, als auch die Zelldichte (Siggelkow et al. 

1999b) einen Einfluss auf die Zelldifferenzierung und ihre Stimulierbarkeit.  
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1.3 Aufgabenstellung 

Mit zunehmendem Wissen über die Komplexität der Osteogenese wurde die 

Aussagekraft einzelner osteoblasten-assoziierter Marker in den letzten Jahren immer 

mehr in Frage gestellt (Frank et al. 2002; Siggelkow et al. 1999b). Denn der 

Nachweis einzelner Marker erlaubt weder eine eindeutige Identifikation 

undifferenzierter hMSC noch eine Abgrenzung von hMSC zu anderen Reifungsstufen 

der osteoblastären Kaskade. Das Ziel dieser Untersuchung ist es daher, über die 

Erstellung eines immunzytochemischen Färbeprofils mehrerer Marker gleichzeitig, 

undifferenzierte hMSC eindeutig zu identifizieren und sie gegenüber hOB und evtl. 

weiteren Differenzierungsstufen der osteoblastären Kaskade abzugrenzen. 

Als Nachweismethode wurde die immunzytochemische ABC-Methode angewandt, 

die eine lichtmikroskopische Auswertung auf Einzelzellniveau ermöglicht. 

Unterstützend wurden die Morphologie sowie die Proliferationeigenschaften von 

hMSC im Vergleich zu hOB untersucht 
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2. Material und Methode 

2.1 Zellkultur 

2.1.1 Zellen und Medien 

Humane mesenchymale Stammzellen (hMSC) wurden von der Fa. Cambrex (früher 

BioWhittaker) erworben. Ihre Gewinnung erfolgte durch Dichtegradienten-

zentrifugation von Knochenmarksaspiraten gesunder Spender. Der Nachweis, dass 

es sich um Stammzellen handelte, wurde über eine Differenzierung in Richtung der 

chondroblastären, adipogenen und osteoblastären Linie sowie über den Nachweis 

verschiedener Oberflächenantigene dokumentiert (Pittenger et al. 1999). Die Zellen 

wurden entsprechend der Herstellerangaben mit dem von der Fa. Cambrex 

gelieferten Medium kultiviert. 

Humane Osteoblasten (hOB) wurden von der Fa. PromoCell bezogen. Die Anzucht 

der Zellen erfolgte aus Knochenstückchen, die den Spendern während 

orthopädischen Operationen entnommen wurden. Die Knochenzellkulturen wurden 

auf der Basis einer VitaminD3-stimulierten Alkalischen Phosphatase Produktion und 

Osteocalcin Sekretion als osteoblastäre Zellpopulationen identifiziert (Kasperk et al. 

1995). Das Grundmedium wurde mit 10 % FBS (fetal bovine serum) sowie 50 µg/ml 

Gentamycin und Amphotericin B versetzt.  

Alle verwendeten Materialien und Geräte sind im Kapitel 2.6 in Tabelle 2.2 auf Seite 

21 mit Typenbezeichnung und Herstellerangaben aufgeführt.  

 

2.1.2 Zellkulturbedingungen 

Die Zellen wurden entsprechend der Herstellerangaben bei 37° C und 5 % CO2 

kultiviert. Zur Kultivierung wurden hMSC und HOB in einer Konzentration von ca. 0,2 

x 104 Zellen/cm² angesetzt. Der Mediumwechsel erfolgte regelmäßig alle drei bzw. 

vier Tage, indem das alte Medium mittels Vakuumpumpe und sterilen Glaspipetten 

abgesaugt und durch frisches Medium ersetzt wurde.  

Bei Erreichen einer Zellkonfluenz von 90% erfolgte die Passagierung der Zellen. 

Diese beinhaltete das Ablösen der Zellen mit einer Trypsin/EDTA-Lösung, eine 

Zellzählung sowie das erneute Ansetzen der Zellen in Kulturflaschen. Sowohl das 

Wechseln des Zellkulturmediums als auch das Passagieren der Zellen erfolgte in 
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einer Arbeitsbank, welche durch einen kontinuierlichen laminaren Luftstrom ein 

steriles Arbeiten ermöglichte. Alle beschriebenen Versuche wurden mit Zellen 

durchgeführt, welche die fünfte Passage nicht überschritten hatten. 

Das Passagieren der hMSC und hOB beinhaltete entsprechend der 

Herstellerangaben unterschiedliche Arbeitsschritte:  

 

2.1.2.1 Passageprotokoll hMSC 

- Medium entfernen, Zellen waschen mit 3 ml PBS (ohne Ca, Mg, Fa. GibcoBRL)  

- Zellen ablösen mit 2 ml Trypsin/EDTA-Lösung (Fa. Cambrex) 

- mikroskopische Kontrolle nach 5 min, max. 15 min Einwirkzeit des Trypsin/EDTA 

- Zugabe von 3 ml Medium, nachdem alle Zellen gleichmäßig abgelöst waren; das 

Serum des Kulturmediums bewirkt die Neutralisierung des Trypsins 

- Suspension zentrifugieren (600 g für 5 min), Überstand anschließend absaugen, 

um Trypsinreste zu entfernen 

- Zellen in Kulturmedium resuspendieren und zählen (siehe 2.1.4 Zellzählung).  

 

2.1.2.2 Passageprotokoll hOB  

- Medium entfernen, Zellen waschen mit 3 ml Hepes BSS (Fa. PromoCell) 

- Zellen ablösen mit 2 ml Trypsin/EDTA-Lösung (Fa. PromoCell) 

- nach 3 min mikroskopische Kontrolle, max. 7 min Einwirkzeit des Trypsin/EDTA 

- Zugabe von 2 ml Trypsin Neutralis Solution (Fa. PromoCell), nachdem Zellen 

homogen abgelöst waren 

- Suspension zentrifugieren (220 g für 4 min), Überstand anschließend absaugen, 

um Trypsinreste zu entfernen 

- Zellen in Medium resuspendieren und zählen.  
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2.1.3 Osteogene Stimulation 

Die osteogene Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen, erfolgte nach dem 

Differenzierungsprotokoll von Jaiswal et al. (Jaiswal et al. 1997). Die Stimulation 

erfolgte mit DMEM1, welches 10 % FBS, 40 IU/ml Penicillin/Streptomycin und 4 mM 

L-Glutaminan, 100 nM Dexamethason, 10 mM β-Glyzerophosphat sowie 0,05 mM 

Askorbinsäure–2–Phosphat enthielt. 

 

2.1.4 Zellzählung 

Die Zellzählungen erfolgten automatisiert mit Hilfe eines Cellcounters (Schärfe 

System). Dafür wurden die Zellen mit Trypsin/EDTA Lösung abgelöst und in einem 

Messröhrchen auf 1:100 verdünnt, indem 60µl Zellsuspension mit 5,94 ml sterilem 

PBS versetzt wurden. Diese Verdünnung musste für die Messung unter der Funktion 

Dilution eingetragen werden. Um tote Zellen und Zelldebris von der Messung 

auszuschließen und nur lebende Zellen zu zählen, musste der Cellcounter vor der 

Messung für jede Zellpopulation kalibriert werden, indem abgetötete, methanolfixierte 

Zellen vermessen und so die Grenzen des Messbereiches auf die vitalen Zellen 

eingestellt wurden. Der ideale Messbereich war daran zu erkennen, dass die Zellen 

in der graphischen Größendarstellung eine Kurve im Sinne einer Normalverteilung 

bildeten. Sowohl für hMSC als auch für hOB wurden durchschnittliche Zellgrößen 

zwischen 15 und 60 µm ermittelt. Für diesen Messbereich musste im Menü unter der 

Funktion Calibrate die Messkapillare mit dem Durchmesser 150 µm gewählt werden. 

Durch die Menüauswahl Measure erfolgte die Messung automatisch, indem dreimal 

ein blasenfreies Aliquot der verdünnten Zellsuspension durch die Messkapillare 

angesaugt wurde. Jedes Messergebniss setzte sich somit aus drei Einzelmessungen 

zusammen, so dass die jeweiligen Mittelwerte und die Standardabweichungen 

errechnet werden konnten. Aus den Messungen resultierten die durchschnittlichen 

Volumina und die durchschnittlichen Durchmesser der Zellen. Im Anschluss an die 

Messungen musste die Messkapillare mit sterilem PBS mehrmals gereinigt werden. 

                                                      
1 Dulbecco´s Modified Eagle Medium (Fa. GibcoBRL, Deutschland) 



2. Material und Methode  15 

2.2 Morphometrie 

Die morphometrische Analyse erfolgte sowohl von adhärenten als auch von 

abgelösten Zellen.  

Adhärente hMSC und hOB (jeweils n=100) wurden bei 400-facher Vergrößerung in 

Phasenkontrastmikroskopie mit einer Digitalkamera fotografiert, auf dem 

Computerbildschirm mit der Maus markiert und mit Hilfe eines Bildanalysesystems (K 

S 400, Zeiss) ausgewertet. Die Auswertung beinhaltete die Berechnung der 

Zellfläche, des größten Durchmessers, sowie der größten Breite senkrecht zur Achse 

des größten Durchmessers. Die morphometrische Untersuchung von adhärenten 

Zellen war lediglich in Subkonfluenz möglich, da sich in Zellkonfluenz die Grenzen 

der einzelnen Zellen nicht eindeutig erkannt werden konnten und sich z.T. 

überlagerten. 

Die Analyse der Zellen in Suspension (n > 500) erfolgte automatisiert im Cellcounter 

wie im Abschnitt 2.4.1. Zellzählung beschrieben. Sie umfasste die durchschnittlichen 

Volumina und die mittleren Zelldurchmesser. Die morphometrische Analyse 

abgelöster Zellen konnte sowohl von subkonfluenten als auch von konfluenten Zellen 

durchgeführt werden.  

 

 

2.3 Wachstumsverhalten 

Für die Wachstumskinetik wurden sowohl hMSC als auch hOB in einer Konzentration 

von 0,4 x 105 Zellen in Kulturflaschen mit einer Fläche von 25 cm² (T25 flasks) 

angesetzt und unter gleichen Zellkulturbedingungen weitergeführt wie die 

Basiszellkultur. An Tag 3, 4, 7, 14 und 21 erfolgte eine Zellzählung von jeweils drei 

T25 einer Zellpopulation, wobei die Zellen nach dem oben aufgeführten Protokoll 

abgelöst und im Zellzähler ausgezählt wurden.  

Die Auswertung der Wachstumskinetik beinhaltete zum einen die Bestimmung der 

Sättigungszelldichte, d. h. die Zelldichte bei der kein Zuwachs der Zellzahl mehr 

stattfand und die Wachstumskurve in eine Plateauphase einmündete; zum anderen 

die Bestimmumg der Verdopplungszeit beider Zelllinien in der frühen `log-Phase´, 

d.h. in der steilsten Phase des logarithmischen Wachstumsanstieges. Die 

Sättigungszelldichte wurde in Zellen / cm², die Verdopplungszeiten in Stunden [h] 

angegeben und nach folgender Formel errechnet: 
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PDT= ln (N – N0) / t  

PDT (population doubling time) = Verdopplungszeit einer Zelllinie 

N0 = Ausgangszellzahl 

N = Zellzahl nach der Zeit t 

t = Zeitraum zwischen den Zellzählungen 

 

 

2.4 Statistische Auswertung 

Die statistische Analyse umfasste die Berechnung des arithmetischen Mittelwertes, 

der Standardabweichungen und der 95% Konfidenzintervalle. Die statistische 

Auswertung erfolgte durch visuelle Signifikanzüberprüfung innerhalb der Graphik 

(Altman 1991). Eine statistische Signifikanz lag danach vor, wenn sich die 95% 

Konfidenzintervalle bzw. die Intervalle der Standardabweichung nicht überlappten.  

 

 

2.5 Immunzytochemie 

Für die immunzytochemischen Färbungen wurden die Zellen auf sterilen, 

unbeschichteten Glasobjektträgern in einer Konzentration von 0,5 x 105 Zellen pro 

Glasobjektträger angesetzt. Dafür wurden die Zellen so konzentriert, dass sie in ca. 1 

ml Zellensuspension unter sterilen Bedingungen auf die Objektträger aufgebracht 

und in speziellen Kulturschalen (Quadriperm plus) für vier Stunden im Brutschrank 

inkubiert wurden, damit sie adhärieren konnten. Nach Kontrolle der Aadhärenz unter 

dem Mikroskop wurden die Kulturschalen mit 4 ml Medium aufgefüllt und unter oben 

genannten Zellkulturbedingungen weitergeführt. In unterschiedlichen Stadien der 

Zelldichte, von Siggelkow et al. (Siggelkow et al. 1999b) als Subkonfluenz (ca. 50 % 

dichter Zellrasen) bzw. Zellkonfluenz (100 % dichter Zellrasen) definiert, wurden die 

Zellen für die immunzytochemischen Färbungen mit Methanol fixiert, das mit 0,3 % 

Wasserstoffperoxid versetzt war. Letzteres diente dazu, die endogene 

Peroxidaseaktivität der Zellen zu inaktivieren und zu verhindern, dass die zelleigene 

Peroxidase die Nachweissubstanz DAB umsetzte (s.u.). Dadurch wurde die Spezifität 

der immunzytochemischen Reaktionen erhöht. Um die Zellen auf einem Objektträger 

gleichzeitig mit mehreren Antikörpern inkubieren zu können, erfolgte eine 

Unterteilung der Objektträger mit einem Fettstift je nach Zelldichte in sechs bis acht 
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Felder. In diese Felder konnten verschiedene Primärantikörper aufgetragen werden, 

ohne dass diese sich vermischten. Jeweils ein Feld auf jedem Objektträger diente als 

Kontrollfeld, welches nicht mit Primärantikörpern, sondern nur mit dem 

Sekundärantikörper inkubiert wurde.  

Nach der Fixierung mussten die Zellen in PBS2 (phosphate buffered saline) rehydriert 

werden. Im Anschluss folgte der Reaktionsschritt des Blockens, der dazu diente, 

negativ geladene Molekülgruppen der Zellen abzusättigen, um unspezifische 

Bindungen der Primärantikörper zu minimieren. Dazu wurde Pferdeserum verwendet, 

das mit PBS auf 1:20 verdünnt wurde. Ein Enzymverdau, um bestimmte 

Antigenepitope auf den Zellen zu generieren oder freizulegen, war bei den in dieser 

Arbeit verwendeten Antikörpern nicht nötigt. Es wurden Primärantikörper gegen 20 

verschiedene Antigene verwendet, die mit der genauen Bezeichnung, 

Anwendungskonzentration, Herkunftsspezies sowie Hersteller in Tabelle 2.1 auf 

Seite 20 aufgeführt sind. Die Verdünnung der Primärantikörper erfolgte mit einer 

Antikörperverdünnungslösung3, welche diese besonders durch den Bestandteil 

Natriumazid über längere Zeit lagerungsfähig machte. 

Als Nachweissystem der gebundenen Primärantikörper diente das Vectastain ABC- 

Elite Kit (Vectorlaboratories, USA). Da die Primärantikörper z.T. aus Mäusen, z.T. 

aus Kaninchen stammten, wurde als Sekundärantikörper ein biotiniliertes 

Antikörpergemisch aus anti-Maus-/anti-Kaninchen-IgG verwandt, welches mit PBS 

auf Anwendungskonzentration von 1:200 verdünnt wurde. Durch die 

Biotinkomponente besaßen die Sekundärantikörper eine sehr hohe Affinität zum 

Avidin/Biotin/Peroxidase-Komplex (ABC-Komplex), welcher die Nachweissubstanz 

DAB (Diaminobenzidin) als Substrat umsetzte und in eine unlösliche, vernetzte Form 

überführte, die als bräunlicher Farbniederschlag sichtbar war. Die Herstellung des 

ABC-Komplexes erfolgte durch die Verdünnung von jeweils 20 µm der Komponente 

A und B in 1 ml PBS, welche anschließend mindestens für 30 min bei 4 °C in 

Dunkelheit inkubiert wurde. Die DAB-Lösung wurde entsprechend der 

Herstellerangaben angesetzt, indem 2,5 ml aqua dest. mit zwei Tropfen der 

Pufferlösung, zwei Tropfen der stock solution und jeweils mit einem Tropfen 

Wasserstoffperoxidelösung sowie Nickelkomplex versetzt wurden. Letzterer verlieh 

                                                      
2 PBS (1 M): 0,32 g NaH2PO4 ⋅ H2O; 1,42 g Na2H2PO4 ⋅ 2H2O und 9,9g NaCl (alle Produkte Fa. Merck, 
Deutschland) gelöst in 1 l aqua dest. 
3 0,1% BSA (Bovine Serum Albumin); 0,05% Azid; 0,1% Tween gelöst in 100 ml PBS  
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der Immunreaktion eine schwärzlich-violette Farbtönung. Nach 4 min wurde die DAB-

Nachweisreaktion durch ausgiebige Spülung mit Leitungswasser unterbrochen. 

Um die Spezifität der Primärantikörper zu überprüfen, wurden sowohl Negativ- als 

auch Positivkontrollen gefärbt, wozu humane Osteosarkomzellinen (MG-63, Saos-2 

und U2OS, Fa. ATCC, USA), Fibroblasten (HS27, Fa. ATCC, USA) sowie 

menschlicher Knorpel dienten. Die Kontrolle der Spezifität der Sekundärantikörper 

erfolgte dadurch, dass die Zellen ohne Primärantikörper nur mit Sekundärantikörper 

in einer Konzentration von 2 µg/ml inkubiert wurden. Alle immunzytochemischen 

Reaktionsschritte fanden in einer feuchten Kammer in Dunkelheit bei 

Raumtemperatur statt.  

Im Anschluss an die Färbungen erfolgte die Entwässerung der Zellen auf den 

Objektträgern mit einer aufsteigenden Alkoholreihe (50%, 70%, 80%, 90%, 2 x 

100%) und 2 x Xylol für jeweils fünf Minuten. Schließlich wurden die Objektträger mit 

dem hydrophoben Harz (Eukitt) und Deckgläsern eingedeckt. Die Auswertung der 

immunzytochemischen Reaktionen erfolgte nach Erhärten des Harzes mikroskopisch 

mit einer 400-facher Vergrößerung. Die bläuliche Farbkomponente der Abbildungen 

ist eine Folge der Verwendung verschiedener Graufilter (0,25 und 0,5; Zeiss), welche 

dazu dienen, die Kontraste zu verstärken. Alle Färbungen wurden mindestens 

dreimal durchgeführt. Das folgende Protokoll stellt die Arbeitsschritte der 

immunzytochemischen Reaktionsschritte zusammen. 

 

2.5.1 Fixierungs- und Färbeprotokoll 

- Zellen 10 min in PBS waschen 

- Zellen 20 min fixieren in Methanol mit 0,3 % H2O2 

- 3 x 5 min waschen in PBS 

- kein Enzymvorverdau 

- 60 min blocken mit Pferdeserum 1:20 in PBS verdünnt 

- 30 min Inkubation der Primärantikörper  

- 3 x 5 min Waschen in PBS 

- 30 min Inkubation des Sekundärantikörpers 

- 3 x 5 min waschen in PBS 

- 30 min Inkubation mit Vectastain ABC-Kit Elite  

- 3 x 5 min Waschen in PBS 

- 4 min Inkubation mit DAB-Lösung (in Dunkelheit) 
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2.5.2 Primärantikörper 

In der folgenden Tabelle sind die verwendeten Antikörper mit Typenbezeichnung, 

Antigen, Anwendungskonzentration, Spezies und Hersteller aufgefüht. 
 
Antigen Antikörper Verdünnung Spezies Hersteller 
Alkalische Phosphatase B4-78 1:10 Maus DSHB 
Osteocalcin  OC1 1:10 Maus Dunn 
Osteonectin AON-1 1:5 Maus DSHB 
Osteopontin  MPIIIB10(1) 1:5 Maus DSHB 
Bone sialoprotein  WVID1(9C5) 1:1 Maus DSHB 
Osteoprotegerin  H-249 1:20 Kaninchen Santa Cruz Biotechnology 
Prokollagen-I M-38 1:5 Maus DSHB 
Kollagen-I COL-1 1:2000 Maus Sigma 
Kollagen-II CIICI 1:5 Maus DSHB 
Kollagen-III III-53 (4H12) 1:500 Maus ICN Biochemicals 
Kollagen-IV M3F7 1:5 Maus DSHB 
Kollagen-V V-3C9 1:500 Maus ICN Biochemicals 
Kollagen-VI 5C6 1:10 Maus DSHB 
Kollagen-VII LH7.2 1:10 Maus Biologo 
Kollagen-IX D1-9 1:5 Maus DSHB 
Kollagen-X Col-X 1:100 Kaninchen Biologo 
Decorin CB-1 1:5 Maus DSHB 
Versican 12C5 1:5 Maus DSHB 
Matrix-Metalloproteinase-2  AB809 1:100 Kaninchen Chemicon 
Matrix-Metalloproteinase-9  Ab-3 1:100 Maus Oncogene 
 

Tabelle 2.1: Verwendete Primärantikörper gegen verschiedene Antigene aufgelistet mit spezifischer 
Bezeichnung, Verdünnung, Herkunftsspezies sowie Hersteller. 
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2.6 Materialien und Geräte 

In der folgenden Tabelle sind die verwendeten Geräte und  Materialien mit Typen- 

und Herstellerbezeichnung aufgefüht.  

Material Typ Hersteller 
hOB + Kulturmedien, Trypsin Lot Nr. 460A090201 PromoCell, Deutschland 
hMSC + Kulturmedien, Trypsin Lot Nr.  1F1061 Cambrex, USA 
Brutschrank  IG 150 Jouan, Frankreich 
Kulturflaschen T25, T75 flasks Nalge Nunc Int., USA 
Osteogene Medienzusätze, FBS  Sigma-Aldrich, Deutschland 
PBS (phosphate buffered saline) NaH2PO4 ⋅ H2O; Na2H2PO4 ⋅ 

2H2O; NaCl 
Fa. Merck, Deutschland 

Zusätze der 
Antikörperverdünnungslösung  

BSA (Bovine Serum 
Albumin); Azid; Tween  

Fa. Merck, Deutschland 

DMEM (Dulbecco´s Modified Eagle 
Medium) 

 GibcoBRL, Deutschland 

Kulturschalen für Objektträger Quadriperm in vitro Schubert, Deutschland 
Sterilfilter Nalgene 150 ml Nalge Nunc Int., USA 
Autoklav Zirbus LTA400 Apparate- und Maschinenbau 

GmbH, Deutschland 
Glasobjektträger und Deckgläser 76 x 26 bzw. 60 x 24 mm Menzel-Gläser, Deutschland 
Sterilbank Biohit Antares, Deutschland 
Laborwaage Typ 770 Kern, Deutschland 
Schüttler Typ VM4 CAT, Deutschland 
Pipettierhilfe Pipettus akku Hirschmann, Deutschland 
Pipetten, Pipettenspitzen 20, 100, 200 und 1000µm Eppendorf, Deutschland 
Cellcounter Casy1 Schärfe System, Deutschland 
Mikroskop Axiophot Zeiss, Deutschland 
Bildanalysesystem KS 400 Version 3.0 Zeiss, Deutschland 
Digitalkamera  3CCD Color Video Camera Sony, Japan 
Fettstift für Immunzytochemie DakoPen Dako, Deutschland 
Reaktionsgefässe 1,5 ml Eppendorf-Cups Eppendorf, Deutschland 
Nachweissystem Immunzytochemie Vectastain ABC-Kit Elite Vectorlaboratories, USA 
Eindeckmedium Eukitt Kindler, Deutschland 
Alkohole, Xylol, H2O2  Merck, Deutschland 
Zentrifuge CT 422 Jouan, Frankreich 
Zentrifugenröhrchen 15 und 50 ml Nürnbrecht, Deutschland 
 
Tabelle 2.2: Übersicht der verwendeten Materialien und Geräte mit Angabe der Typenbezeichnung 
und des Herstellers. 
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3. Ergebnisse 

3.1 Morphometrie 

3.1.1 Adhärente Zellen 

Adhärente hMSC besaßen eine spindelförmige, bipolare Zellmorphologie (Abb. 3. 10, 

3.14) ohne prominente Zellfortsätze. Im Vergleich offenbarten Osteoblasten eine 

typische polygonale Zellform mit ausgeprägten Zellfortsätzen, die den Osteoblasten 

ein z.T. sternförmiges Aussehen verliehen. Allerdings konnten auch Zellen ohne 

prominente Zellfortsätze beobachtet werden, welche langgestreckt und unverzweigt 

den Stammzellen ähnelten (Abb. 3. 15). 

Adhärente hOB waren mit einer durchschnittlichen Fläche von 6580 µm², einem 

durchschnittlichen größten Durchmesser von 197 µm und einer durchschnittlichen 

Breite von 84 µm signifikant größer als hMSC, bei denen im Vergleich 

korrespondierende Werte von 2155 µm², 140 µm bzw. 35 µm ermittelt werden 

konnten (Abb. 3.1 und 3.2). Aus dem Quotienten von Länge und Breite kann man 

ersehen, dass hMSC (Quotient Länge/Breite =4) im Verhältnis zum größten 

Durchmesser eine geringere Breite besaßen als Ostenblasten, bei denen der 

entsprechende Quotient deutlich kleiner war (2,4), was auf eine flächigere 

Ausbreitung der Zellen hindeutet. Insgesamt weisen Osteoblasten eine größere 

Varianz ihrer Zellmorphologie auf als hMSC. 
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Abb. 3.1: Darstellung der durchschnittlichen 
Fläche adhärenter hMSC und hOB in µm². Die
Fehlerbalken repräsentieren das 95% 
Konfidenzintervall. 

 

Abb. 3.2: Darstellung der durchschnittlichen 
maximalen Länge (hellgrau) und Breite 
(dunkelgrau) adhärenter hMSC und hOB in 
µm. Die Fehlerbalken repräsentieren das 95% 
Konfidenzintervall. 
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3.1.2. Zellen in Suspension 

Nach dem Ablösen rundeten sich sowohl hMSC als auch hOB ab und nahmen in 

Suspension eine kugelige Form an. Die Größe der Zellen in Suspension war 

abhängig von der Zelldichte zum Zeitpunkt des Ablösens. Dabei nahm bei beiden 

Zellpopulationen die Zellgröße mit zunehmender Zelldichte ab. In Subkonfluenz 

besaßen hMSC in Suspension ein durchschnittliches Zellvolumen von 8387 fl und 

einen mittleren Durchmesser von 23,09 µm; in Konfluenz von 7859 fl bzw. 22,56 µm 

(Abb. 3.3 und 3.4). Die Veränderung des Zelldurchmessers war statistisch signifikant, 

nicht aber die Volumenänderung, da sich die 95% Konfidenzintervalle überlappten. 

Subkonfluente hOB hatten in Suspension ein durchschnittliches Zellvolumen von 

8554 fl sowie einen mittleren Durchmesser von 23,32 µm. Konfluente hOB waren 

signifikant kleiner als subkonfluente Zellen sowohl bezüglich des Volumens als auch 

des Durchmessers und besaßen korrespondierende Werte von 6843 fl bzw. 22,09 

µm (Abb. 3.3 und 3.4).  

Im Vergleich der beiden Zelllinien zeigte sich, dass hOB in Subkonfluenz etwas 

größer waren als hMSC, in Zellkonfluenz allerdings signifikant kleiner als hMSC. 
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Abb. 3.4: Darstellung der durchschnittlichen
Zellvolumina in µm von hMSC und hOB in
Abhängigkeit von der Zelldichte (Sub-
konfluenz = hellgrau; Konfluenz =
dunkelgrau).  
Die Fehlerbalken repräsentieren die 95%
Konfidenzintervalle. Die Skalierung der y-
Achse ist so gewählt, dass die Überlappung
der 95% Konfidenzintervalle der hMSC
deutlich wird. 
Abb. 3.3: Darstellung des mittleren
Zelldurchmessers in µm von hMSC und hOB
in Abhängigkeit von der Zelldichte
(Subkonfluenz = hellgrau; Konfluenz =
dunkelgrau).  
Die Fehlerbalken repräsentieren die 95%
Konfidenzintervalle. Die Skalierung der y-
Achse ist so gewählt, dass die signifikanten
Größenunterschiede der hMSC deutlich
werden. 
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3.2 Wachstumsverhalten 

Die Auswertung der Proliferationskinetik ergab für hMSC eine durchschnittliche 

Zellsättigungsdichte von. 2,8 x 104 Zellen/cm² und Verdopplungszeit von 47,6 h. 

HOB, welche eine ca. dreimal größere Fläche einnahmen, besaßen mit. 1,0 x 104 

Zellen/cm² nur fast ein Drittel der durchschnittlichen Zellsättigungsdichte von hMSC 

und eine mittlere Verdopplungszeit von 68,2 h. Die Graphik zeigt, dass hMSC über 

einen Zeitraum von Tag 4 bis Tag 14 eine lineares Wachstum aufweisen und nach 

14 Tagen das Stadium der Zellkonfluenz erreichen (man beachte die 

Überschneidung der Standardabweichungen am Tag 14 und 21). Hingegen wachsen 

hOB über einen viel kürzeren Zeitraum linear und münden nach ca. einer Woche in 

die Plateauphase ein, welche das Erreichen der Zellkonfluenz widerspiegelt. 

 

Das Wachstumsmuster der hMSC unterscheidet sich besonders in Zellkonfluenz 

deutlich von dem der hOB. Denn die spindelförmigen hMSC sind dicht und meist 

zueinander parallel angeordnet mit einem fischzug- bzw. wirbelartigen Muster (Abb. 

3.5.1). Im Gegensatz dazu lagen die verzweigten hOB in Zellkonfluenz weniger dicht 

gedrängt und überlappten sich nicht, so dass auch nach dreiwöchiger Kulturzeit 

kleine Lücken im Zellrasen zu erkennen waren (Abb. 3.5.3). HOB zeigten weder eine 

spezielle Ausrichtung zueinander noch eine charakteristische Wachstumsformation.  
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Abb. 3.5: Darstellung der Wachstumskinetik von hMSC (quadratische
Messpunkte) und hOB (rautenförmige Messpunkte) über 21 Tage. Die
Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichungen dreier unabhängiger
Messungen. 
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Unter osteogener Stimulation ändert sich das Wachstumsverhalten von hMSC 

deutlich. In Subkonfluenz wuchsen stimulierte hMSC nicht gleichmäßig zu einem 

Zellrasen zusammen, sondern gruppierten sich zu kleinen Zellhaufen (Abb 3.32). In 

Zellkonfluenz waren diese Zellhaufen nicht mehr zu erkennen, sondern es bildete 

sich ein dichter Zellrasen der z.T. eine kopfsteinpflasterartige Multilayerstruktur 

aufweist (Abb. 3.5.2).  

 

Abb. 3.5.1:  
Darstellung des fischzugartigen 
Wachstums von konfluenten hMSC in 
Phasenkontrastmikroskopie nach 14 
Tagen. Man beachte die dichte, parallele 
Anordnung der spindelförmigen Zellen, 
welche die Morphologie der einzelnen Zelle 
kaum erkennen lässt (Messbalken = 150 
µm). 

Abb. 3.5.2:  
Darstellung der Zellgruppierung konfluenter 
hMSC in Phasenkontrastmikroskopie nach 7-
tägiger osteogener Stimulation. Man beachte 
im Vergleich zu Abb. 3.5.1 die veränderte 
Zellmorphologie, welche nicht spindelförmig 
sondern eher flächig ist. Das fischzugartige 
Wachstum ist aufgehoben, dafür ist ein 
kopfsteinpflasterartiges Wachstumsmuster 
zu erkennen. Im Gegensatz zu hOB ist der 
Zellrasen aber lückenlos geschlossen, es 
sind sogar Überlagerungen zu ´multilayern` 
erkennbar (Messbalken= 150µm). 

Abb. 3.5.3:  
Darstellung eines z.T. lückenhaften 
Zellrasens bei konfluenten hOB in 
Phasenkontrastmikroskopie nach 14 
Tagen. Im Vergleich zu hMSC wachsen 
hOB weniger dicht und streng in 
´monolayern`. Sie weisen eine flächigere 
Ausbreitung mit langen Ausläufern und 
Verzweigungen auf, die sich z.T. 
überlappen (vergleiche Abb.3.29), 
(Messbalken= 150µm). 
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3.3 Immunzytochemie 

Die Immunzytochemischen Nachweisreaktionen gegen Antigene der Proteine 

alkalische Phosphatase, Osteocalcin, Osteonectin, Osteopontin, Bone-sialoprotein, 

Osteoprotegerin, Prokollagen-I, Kollagen-I, -II, -III, -IV, -V, -VI, - VII, -IX, -X, Decorin, 

Versican, Matrixmetalloproteinase-2 und 9 wurden besonders hinsichtlich ihrer 

Lokalisation bzw. Verteilung sowie ihrer Homogenität beurteilt. Die Intensität der 

Immunreaktionen konnte mit der verwendeten Methode nicht berücksichtigt werden. 

Die Präsentation der immunzytochemischen Färbeergebnisse ist danach gegliedert, 

welche Proteine sowohl bei hMSC als auch bei hOB nachgewiesen werden konnten, 

bzw. welche nur bei einer der beiden Zellpopulationen gefunden wurden. Die 

Auswertung der immunzytochemischen Ergebnisse nach osteogener Stimulation 

wird im Anschluss daran getrennt dargelegt. 

Keine immunzytochemischen Nachweise konnten für Kollagen-II, -VII und -IX sowie 

Matrixmetalloproteinase-9 weder bei hMSC noch bei hOB entdeckt werden, weder 

unter basalen Zellkulturbedingungen noch unter osteogener Stimulation. Als 

Positivkontrollen dienten Osteosarkomzelllinien MG-63, Saos-2 und U 2-OS, bei 

denen positive Immunreaktionen beobachtet wurden.  

 

3.3.1 Immunzytochemische Gemeinsamkeiten von hMSC und hOB 

Von den 20 nachgewiesenen Proteinen konnten zehn sowohl bei humanen 

mesenchymalen Stammzellen als auch bei humanen Osteoblasten nachgewiesen 

werden: Osteopontin, Osteonectin, Prokollagen-I, Kollagen-I, -III, -V, -VI, 

Osteoprotegerin, Versican sowie Matrixmetalloproteinase-2. Bei beiden 

Zellpopulationen färbte der überwiegende Anteil der Zellen positiv. Die 

Markierungsmuster dieser Antikörper unterschieden sich bei hMSC und hOB nicht 

voneinander.  

Im folgenden Abschnitt sind die Färbeergebnisse so angeordnet, dass hMSC im 

oberen und hOB im unteren Bild jeweils in 400facher Vergrößerung dargestellt sind.  
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Osteopontin 

Die Markierungen für Osteopontin ergaben bei fast allen Zellen der hMSC und hOB 

ein retikuläres zytoplasmatisches Färbemuster mit paranuklärer Lokalisation, wobei 

nicht der gesamte Kern von der netzartigen Markierung umgeben war. Je nach 

Ausdehnung der Zelle waren die retikulären Immunreaktionen mehr oder weniger 

ausgebreitet. Extrazellulär konnten keine Reaktionen gefunden werden. 

 

    Abb. 3.6: HMSC gefärbt für Osteopontin (MPIIIB10).  
 

    Abb. 3.7: HOB gefärbt für Osteopontin (MPIIIB10).  
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Osteonectin 

Osteonectin wurde in einem granulärem Färbemuster nachgewiesen, wobei die 

Granula besonders peripher in den Zellen lokalisiert waren und das restliche 

Zytoplasma eine dezente retikuläre Markierung aufwies. Der Nachweis außerhalb 

der Zellen war negativ. 

 

 

    Abb. 3.8: HMSC gefärbt für Osteonectin (AON-1). 
 

    Abb. 3.9: HOB gefärbt für Osteonectin (AON-1). 
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Prokollagen-I  und Kollagen-I:  

Die Färbemuster von Prokollagen-I unterschieden sich qualitativ nicht von Kollagen-I, 

so dass hier lediglich die Ergebnisse für Prokollagen-I präsentiert werden. 

Prokollagen-I zeigte ein homogenes Muster mit kleinen bis mittelgroßen Granula, die 

im gesamten Zytoplasma verteilt waren, wobei eine paranukleäre Aufhellung 

erkennbar war. Extrazellulär waren die Nachweise geflechtartig zwischen den Zellen 

ausgebildet und ausgeprägter bei den hOB zu finden als bei hMSC. 

    Abb. 3.10: HMSC gefärbt für Prokollagen-I (M-38). 
 

    Abb. 3.11: HOB gefärbt für Prokollagen-I (M-38). 
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Kollagen-III 

Die Markierungen für Kollagen-III zeigten eine ähnliche Charakteristik wie 

Prokollagen-I mit einer panzytoplasmatischen Verteilung der Granula und 

paranukleärer Aufhellung. Obwohl die Nachweisstärke bei den hOB variierte, 

konnten im überwiegenden Anteil der Zellen eine positive Reaktion gefunden 

werden. HMSC zeigten dagegen weniger regelmäßige Markierungen, sondern waren 

besonders in Zellklustern positiv. Extrazellulär waren die Nachweisreaktionen 

negativ. 

    Abb. 3.12: HMSC gefärbt für Kollagen-III (III-53 (4H12)). 

     Abb. 3.13.: HOB gefärbt für Kollagen-III (III-53 (4H12)). 
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Kollagen V 

Die Nachweise für Kollagen-V ergaben ein in allen Zellen gleichmäßiges, 

feinretikuläres zytoplasmatisches Färbemuster, welches die Ausdehnung des 

Zellleibes gut erkennen ließ. Die Zellausläufer enthielten zusätzlich Granula. 

Extrazellulär war keine Markierung erkennbar. 

 

 

    Abb. 3.14: HMSC gefärbt für Kollagen-V (V-3C9). 
 

    Abb. 3.15: HOB gefärbt für Kollagen-V (V-3C9). 
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Kollagen-VI 

Kollagen-VI zeigte ein Färbemuster, das dem von Prokollagen-I und Kollagen-III 

ähnelte und eine granuläre zytoplasmatische Verteilung aufwies. Extrazellulär 

konnten fibrilläre Nachweise gefunden werden, die allerdings anders als bei 

Prokollagen-I kein Netzwerk bildeten. 

 

 

    Abb. 3.16: HMSC gefärbt für Kollagen-VI (5C6). 
 

    Abb. 3.17: HOB gefärbt für Kollagen-VI (5C6). 
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Osteoprotegerin 

Osteoprotegerin zeigte bei allen Zellen ein homogenes, feingranuläres Färbemuster, 

welches auf das Zytoplasma begrenzt war. Extrazellulär waren keine Nachweise zu 

finden. Man beachte, dass die Nachweisreaktionen in den hOB größere Granula 

aufwiesen als in den hMSC. 

 

 

    Abb. 3.18: HMSC gefärbt für Osteoprotegerin (H-249). 
 

    Abb. 3. 19: HOB gefärbt für Osteoprotegerin (H-249). 
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Versican 

Das Färbemuster von Versican ergab eine retikuläre panzytoplasmatische Verteilung 

bei allen Zellen beider Zellpopulationen, wobei eine paranukleäre Akzentuierungen 

der Nachweise deutlich wurde. Extrazellulär wurde eine diffuse Markierung mit 

milchglasartigem, hyalinem Charakter sichtbar.  

 

 

    Abb. 3.20: HMSC gefärbt für Versican (12C5). 
 

    Abb. 3.21: HOB gefärbt für Versican (12C5). 
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Matrixmetalloproteinase-2 

Die Matrix-Metalloproteinase-2 konnte in allen Zellen mit einem feinretikulärem 

Muster mit einer paranuklären Betonung besonders bei hOB gefunden werden. Eine 

schwache extrazelluläre Markierung konnte beobachtet werden. 

 

 

 

    Abb. 3.22: HMSC gefärbt für Matrixmetalloproteinase-2 (AB809). 
 

    Abb. 3.22: HOB gefärbt für Matrixmetalloproteinase-2 (AB809). 
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3.3.2 Immunzytochemische Unterschiede von hMSC und hOB 

Für fünf der 20 untersuchten Proteine konnten unterschiedliche 

immunzytochemische Färbeergebnisse bei hMSC und hOB ermittelt werden: 

Kollagen-IV, Kollagen X, Bone Sialoprotein, Osteocalcin und Decorin. 

Kollagen-IV und -X waren bei hMSC positiv. Dagegen zeigten hOB für Kollagen-IV 

und –X keine Markierungen, lediglich eine Fraktion von ca. 10 % der Zellen wiesen 

positive Reaktionen mit einem vergleichbaren Färbemuster wie hMSC auf (Kollagen-

IV: Abb. 3.23 und 3.24; Kollagen-X Abb. 3.25 und 3.26). 

Im Gegensatz dazu zeigten Antikörper gegen die Proteine Osteocalcin, Decorin und 

Bone Sialoprotein nur bei Osteoblasten positive Markierungen (Bone sialoprotein 

Abb. 3.27 und 3.28). HMSC waren für diese Proteine durchweg negativ. 

Innerhalb der hOB konnte darüber hinaus für die Proteine Osteocalcin und Decorin 

ein Zelldichte-abhängiger Nachweis gefunden werden, denn für diese Proteine 

zeigten sich ausschließlich in Zellkonfluenz positive Reaktionen. Subkonfluente 

Osteoblasten zeigten keine positive Immunreaktion (Osteocalcin Abb. 3.29; Decorin 

Abb. 3.30). Die Markierungen für Bone Sialoprotein zeigten keine Abhängigkeit von 

der Zelldichte und waren in allen Stadien der Zellkonfluenz positiv für hOB.  
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Kollagen-IV 

Der Nachweis von Kollagen-IV war bei hMSC im überwiegenden Teil der Zellen 

positiv mit einem granulären zytoplasmatischen Färbemuster mit paranukleärer 

Aufhellung ähnlich wie für die Kollagene-I, -III, und –VI. Extrazellulär konnte keine 

Reaktionen detektiert werden.  

Im Gegensatz dazu waren nur 10% der hOB  positiv. Das Färbemuster der positiven 

Zellen unterschied sich nicht von dem der hMSC. 

    Abb. 3.23: hMSC gefärbt für Kollagen-IV (M3F7). 
 

    Abb. 3.24: hOB gefärbt für Kollagen-IV (M3F7). Zellkerne der ungefärbten  
hOB sind mit Sternen gekennzeichnet. 
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Kollagen-X  

Die Nachweisreaktionen von Kollagen-X waren bei hMSC schwach aber eindeutig 

positiv mit einem feinretikulären zytoplasmatischen Muster mit paranukleären 

Akzentuierung ohne einen extrazellulären Nachweis. HOB waren überwiegen negativ 

für Kollagen-X, lediglich eine Fraktion von ca. 10% der Zellen wiesen positive 

Reaktionen auf. 

 

    Abb. 3.25: HMSC gefärbt für Kollagen-X (Col-X). 
 

    Abb. 3.26: HOB gefärbt für Kollagen-X (Col-X). Zellkerne der ungefärbten  
hOB sind mit Stern gekennzeichnet 
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Bone Sialoprotein 

Positive Markierungen für BSP wurden nur bei den hOB gefunden unabhängig von 

der Zelldichte, mit einem zytoplasmatisches Färbemuster mit kleinen Granula sowie 

dezenten extrazellulären Nachweisen. In hMSC konnte Bone sialoprotein dagegen 

nicht detektiert werden. 

 

 

    Abb. 3.27: hMSC gefärbt für Bone Sialoprotein (WVID1(9C5)). 
 

    Abb. 3.28: hOB gefärbt für Bone Sialoprotein (WVID1(9C5)). 
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Osteocalcin und Decorin  

Osteocalcin und Decorin waren nur in konfluenten hOB positiv, dagegen negativ in 

subkonfluenten hOB (Insets mit Messbalken = 50µm) und hMSC.  

Osteocalcin wies eine homogene zytoplasmatische Markierung vereinzelt mit 

Granula auf (Abb. 3.29).  

Decorin zeigte in konfluenten hOB eine feines zytoplasmatisches Muster, das 

paranukleärer deutlicher ausgeprägt war (Abb. 3.30). 

Abb. 3.29: Konfluente hOB gefärbt für Osteocalcin (OC-1). Das Inset zeigt negative 
Färbeergebnisse für subkonfluente hOB (Zellkerne mit Stern gekennzeichnet). 

Abb. 3.30: hOB gefärbt für Decorin (CB-1) in Zellkonfluenz. Das Inset zeigt negative 
Färbeergebnisse für subkonfluente hOB (Zellkerne mit Stern gekennzeichnet). 
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3.3.3 Immunzytochemische Veränderungen nach osteogener Stimulation 

Nach osteogener Stimulation veränderten besonders hMSC ihr äußeres 

Erscheinungsbild sowie ihre Wachstumsformation (siehe Abschnitt 3.20). Zusätzlich 

dazu veränderte sich auch das Färbemuster unter osteogener Stimulation für die 

Proteine Alkalische Phosphatase, Bone Sialoprotein, Decorin, Osteocalcin, 

Osteopontin sowie für Kollagen-X.  

Osteopontin, Osteoprotegerin und Kollagen-X konnten unter osteogener Stimulation 

nicht sicher immunzytochemisch nachgewiesen werden. Die Nachweise der Proteine 

Bone Sialoprotein und Decorin wurden nach Stimulation positiv, die Markierungen 

waren jedoch nur sehr schwach. Die Immunreaktionen für Alkalische Phosphatase 

(Abb. 3.29) und für Osteocalcin (Abb. 3.30) wurden unter Stimulation positiv, 

besonders in Bereichen, in denen die Zellen eine Multilayerstruktur ausgebildet 

hatten und extrazelluläre Matrix bildeten.  
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3.3.3.1 Osteogen stimulierte hMSC 

Für Alkalische Phosphatase zeigten sich bei stimulierten hMSC vereinzelt ein 

zytoplasmatisches Färbemuster und extrazelluläre Nachweise. (Abb. 3.31). 

Die Färbung für Osteocalcin waren ebenfalls zytoplasmatisch und besonders 

ausgeprägt in mehrschichtigen Zellhaufen, wo auch extrazellulär 

Nachweisreaktionen gefunden wurden (Abb. 3.32). 

Abb. 3.31: hMSC gefärbt für Alkalische Phosphatase (B4-78) nach osteogener 
Stimulation. Der Bildausschnitt zeigt einen konfluenten Zellrasen mit vereinzelt  
positiven Zellen. 

 Abb. 3.30: hMSC gefärbt für Osteocalcin (OC-1) nach osteogener Stimulation. 
Der Bildausschnitt zeigt einen mehrschichtigen Zellhaufen, in dem der 
Osteocalcin Nachweis besonders deutlich war. 
 

Abb. 3.32: hMSC gefärbt für Osteocalcin (OC-1) nach osteogener Stimulation. 
Der Bildausschnitt zeigt einen mehrschichtigen Zellhaufen, in dem der 
Osteocalcin Nachweis besonders deutlich war. 
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3.3.3.2 Osteogen stimulierte hOB  

Auch hOB veränderten ihr Färbeprofil unter osteogener Stimulation ähnlich wie für 

hMSC dargestellt, denn die Nachweise für Osteopontin, Osteoprotegerin und Decorin 

konnten nicht sicher detektiert werden. Besonders auffällig war der Unterschied im 

Gegensatz zu nicht stimulierten, konfluenten hOB für die Alkalische Phosphatase, 

welche nur nach osteogener Stimulation positiv färbte (Abb. 3.33), dagegen waren 

die Nachweise in konfluenten, unstimulierten hOB negativ (Inset Abb. 3.33). Das 

Färbemuster war granulär, wobei die Nachweisreaktionen besonders in der 

Peripherie des Zytoplasmas an der Zellmembran lokalisiert waren. Extrazellulär 

waren die Nachweise teilweise positiv. 

Abb. 3.33: hOB gefärbt für ALP (B4-78) nach osteogener Stimulation. Das Inset  
zeigt negative Färbeergebnisse für konfluente, unstimulierte hOB. Messbalken  
im Inset = 50 µm. 
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3.3.4 Übersicht der immunzytochemischen Ergebnisse 

Die Tabelle 3.1 stellt die Ergebnisse der immunzytochemischen Ergebnisse von 

hMSC ohne und mit osteogener Stimulation, sowie von hOB in Abhängigkeit von der 

Zelldichte zusammen.  
 hMSC hMSC 

osteogen stim. 
hOB 

subkonfluent 
hOB 

konfluent 
Alkalische Phosphatase - (+) - - 
Osteocalcin  - (+) - + 
Osteonectin + + + + 
Osteopontin  + - + + 
Bone Sialoprotein  - (+) + + 
Osteoprotegerin  + - + + 
Prokollagen-I + + + + 
Kollagen-I + + + + 
Kollagen-II - - - - 
Kollagen-III + + + + 
Kollagen-IV + + - - 
Kollagen-V + + + + 
Kollagen-VI + + + + 
Kollagen-VII - - - - 
Kollagen-IX - - - - 
Kollagen-X + (+) - - 
Decorin - (+) - + 
Versican + + + + 
Matrix-Metalloproteinase-2  + + + + 
Matrix-Metalloproteinase-9  - - - - 
Tabelle 3.1 Darstellung der immunzytochemischen Färbeergebnisse. += positive Markierung, -= keine 

Markierung, (+) = sehr schwache Markierung, kaum dokumentierbar.  
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4. Diskussion 

4.1 Diskussion der Methodik 

Zellen und Marker 

Aus den gebräuchlichen Techniken der Zellisolation osteogener Zellen resultieren 

heterogene Gemische, die aus verschiedenen Zelltypen, wie z.B. Fibroblasten, 

mesenchymalen Stammzellen, Osteoblasten, oder Endothelzellen bestehen 

(Jonsson et al. 1999). Die einzelnen Zellen unterscheiden sich sowohl morphologisch 

(Colter et al. 2001) als auch immunhistochemisch voneinander (Vogel et al. 2003; 

Wilkins and Jones 1998). Ein Standardprotokoll für die Isolierung von hOB bzw. 

hMSC hat sich nicht durchgesetzt und die urprünglichen Protokolle wurden in 

vielfältiger Hinsicht variiert. Eine Vergleichbarkeit von Studien, die Zellen auf 

unterschiedliche Weise gewonnen haben, ist daher nur begrenzt möglich. Aus 

diesem Grunde wurden in der vorliegenden Arbeit kommerziell erhältliche Zellen 

ausgewählt. Diese wurden standarisiert nach etablierten Methoden gewonnen und 

enthalten zum einen großen Anteil hMSC als Ausgangspunkt (Pittenger et al. 1999; 

Owen 1988) bzw. hOB als Endpunkt der osteoblastären Kaskade (Robey and 

Termine 1985; Kasperk et al. 1995).  

Die in dieser Arbeit verwendeten Marker wurden nach ausführlicher 

Literaturrecherche ausgewählt. Bei der Auswahl wurden die Marker bevorzugt, 

welche in der Literatur als immunzytochemische Standardmarker der osteoblastären 

Differenzierung gelten wie z.B. Prokollagen-I, Bone Sialoprotein, Osteocalcin, 

Osteopontin, Osteonectin, Osteoprotegerin, Alkalische Phosphatase (Aubin 1998; 

Bruder et al. 1997b; Beresford et al. 1993). Desweiteren wurden die Kollagene I, III, 

IV, V, VI, und X ausgesucht, welche während der Osteogenese bzw. im reifen 

Knochen vorkommen (Poliard et al. 1999; Becker et al. 1986; Aubin 1998). Mit den 

Kollagenen II und IX ist außerdem eine Abgrenzung gegenüber der chondroblastären 

Differenzierungskaskade möglich (Barry et al. 2001). Da Proteogylcane und 

Matrixmetalloproteinasen (MMP) für den Knochenstoffwechsel eine bedeutende 

Rolle spielen wurden mit Decorin und Versican zwei Hauptvertreter der 

Proteoglycane (Blumberg et al. 1997), bzw. mit MMP-2 und –9 zwei für die 

Rattenosteogenese wichtige MMPs ausgewählt (Filanti et al. 2000).  
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Obwohl cbfa1 als einer der spezifischsten Marker der osteoblastären Differenzierung 

gilt (Ducy et al. 2000), wurden cbfa1 und auch andere Transktiptionsfaktoren in 

dieser Untersuchung aus verschiedenen Gründen nicht verwendet. Zum einen 

werden in der Literatur die Nachweise der Transkriptionsfaktoren nicht mittels 

Immunzytochemie, sondern standardmässig über den mRNA-Nachweis, z.B. mittels 

RT-PCR, durchgeführt (Ducy et al. 1997; Nakashima et al. 2002). Zum anderen sind 

cbfa1 oder Osterix (Osx), welches cbfa1 während der Transkription untergeordnet 

und nachgeschaltet ist (Nakashima et al. 2002), bereits positiv auf Vorläuferzellen. 

Da hMSC, sobald sie auf einer Oberfläche adhäriert sind, bereits keine Stammzellen 

sondern Vorläuferzellen sind (Zohar et al. 1997), ist kein Unterschied zu reifen 

Osteoblasten zu erwarten. Schließlich kommen diese Transkriptionsfaktoren nicht 

ausschließlich während der Osteogenese vor, sondern können auch bei der 

Chondrogenese in Knorpelzellen nachgewiesen werden (Kim et al. 1999; Lian et al. 

1998). Daher wurde auf den immunzytochemischen Nachweis der 

Transkriptionsfaktoren in dieser Arbeit verzichtet. Denn das Ziel dieser Arbeit war es, 

ein geeignetes Färbeprofil etablierter immunzytochemischer Marker auf 

standardisiert gewonnenen Zellpopulationen zu etablieren, welches als Standard 

bzw. als Referenz dient und Vergleiche verschiedener Untersuchungen ermöglicht.  

 

Immunzytochemie 

Als Methoden zur Charakterisierung von hMSC und Zellen der osteoblastären 

Differenzierungskaskade wurden mit der Morphometrie und besonders mit der 

Immunzytochemie Techniken gewählt, die eine Untersuchung auf Einzelzellniveau 

erlauben. Eine Untersuchung einzelner Zellen ist eine Voraussetzung dafür, 

bestimmte Zellen in heterogenen Zellgemischen zu identifizieren und für die 

Kultivierung isolieren zu können. Andere Methoden, welche die Zellpopulation als 

Ganzes betrachten und eine Homogenisierung der Zellpopulation beinhalten, wie 

z.B. der RT-PCR, lassen keinen Rückschluss zu, welcher Anteil der Zellen ein 

Protein bildet (Bilbe et al. 1996). Zwar bieten diese Verfahren in gewissem Maße den 

Vorteil der Quantifizierbarkeit, jedoch können die Ergebnisse lediglich rechnerisch 

der einzelnen Zelle zugeordnet werden. Denn eine Identifikation einzelner Zellen, 

welche die mRNA exprimieren, ist mittels dieser Methoden nicht möglich. Ebenso 

wenig kann eine Korrelation zwischen der nachgewiesenen Menge mRNA und der 

Menge des tatsächlich vorhandenen Menge Proteins hergestellt werden. Dadurch 
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können keine Rückschlüsse gezogen werden, ob und wieviel Protein von einem 

Zellgemisch gebildet wird, das ein positives Ergebnis in der RT-PCR aufweist. 

Die Untersuchung der einzelnen Zelle ist darüber hinaus von Bedeutung, um die 

charakteristische Lokalisation von Antigenen zu beurteilen, d.h. welcher 

zytoplasmatischen Struktur sie zugeordnet werden können. Damit könnten eventuell 

auch unterschiedliche Reifungsgrade einzelner Zellen von einander abgegrenzt 

werden. Beispielsweise färbte Osteopontin in einem retikulären Färbemuster, 

welches von der Lokalisation dem Golgiapparat entspricht. Osteonectin wies 

hingegen eine für Sekretionsvesikel typische Färbung auf. Es kann außerdem 

beurteilt werden, ob ein Protein sezerniert wird und am Aufbau einer extrazellulären 

Matrix beteiligt ist, wie z.B. Kollagen-I, welches eine faserartige extrazelluläre 

Färbung aufwies.  

Im Gegensatz dazu können bei anderen immunologischen Methoden, welche die 

Lysierung und Homogenisierung der Zellen beinhalten, wie z. B. Western blot oder 

Immunprezipitation, keine Aussage darüber getroffen werden, welche Zellen das 

Antigen produzieren bzw. wo das Antigen lokalisiert ist. Gleiches gilt für Methoden 

auf mRNA-Ebene, wie z.B. RT-PCR oder Northern Blot Analyse.  

Besonders wichtig ist die Analyse der einzelnen Zelle während der osteoblastären 

Differenzierung, denn nicht alle Zellen befinden sich im gleichen 

Differenzierungsstadium. Auch kommt es durch osteogene Stimulation nicht zu einer 

Synchronisation der Differenzierungsstadien der verschiedener Zellen, d.h. nicht alle 

Zellen werden von der Stimulation in gleichem Masse beeinflusst. In diesem 

Zusammenhang konnten Liu et al. (Liu et al. 1994) mittels single cell PCR zeigen, 

dass stimulierte Rattencalvariazellen abhängig von ihrer Lage innerhalb eines bone 

nodules ein unterschiedliches Expressionsmuster von osteoblasten-assoziierten 

Proteinen und folglich unterschiedliche Reifungsstufen aufweisen. Vergleichbare 

Hinweise auf das Vorliegen verschiedener Reifungsstufen konnten auch in dieser 

Arbeit ermittelt werden, denn die Färbungen für Alkalische Phosphatase und 

Osteocalcin (OC) waren bei osteogen stimulierten hMSC nicht homogen verteilt. OC-

Färbungen waren besonders in den Bereichen deutlich, wo sich Zellen zu 

mehrschichtigen Zellhaufen zusammenlagerten. In den Randbereichen der 

Zellhaufen bzw. dort, wo sich stimulierte hMSC in monolayern angeordnet waren, 

konnte keine positive Reaktion detektiert werden.  
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Als Detektionsmethode der immunzytochemischen Färbungen wurden mit der ABC-

Methode ein Verfahren gewählt, bei dem ein Komplex von Avidin, Biotin und 

Peroxidase an biotinilierten Sekundärantikörper bindet. Dieser Komplex setzt dort die 

Nachweissubstanz DAB als Substrat um, in dem es zu Polymeren vernetzt wird und 

als dunkelvioletter Niederschlag ausfällt. Die ABC-Nachweismethode bietet 

gegenüber anderen Detektionssystemen der Immunzytochemie verschiedene 

Vorteile. Zum einen handelt es sich um eine sehr sensitive Methode, da zwischen 

Avidin und Biotin eine sehr hohe Bindungsaffinität herrscht, welche von anderen 

Systemen kaum übertroffen wird (Hsu and Raine 1981). Zum anderen wird eine hohe 

Spezifität durch verschiedene Amplifikationsschritte der Nachweisreaktion erreicht: 

Bindung von Primär- und Sekundärantikörper, ABC-Komplexbildung (d.h. der 

Komplexgröße), Komplexbindung an den Sekundärantikörper, bzw. der Zugabe des 

Metallkomplexes. Dadurch werden auch sehr schwache Immunreaktionen 

erkennbar. Nachteilig an der Amplifikation ist allerdings, dass keine Korrelation 

zwischen der Intensität der Immunreaktion und dem tatsächlich vorhanden Antigen 

herzustellen ist und folglich keine quantitativen Aussagen getroffen werden können. 

Eine Quantifizierung wäre mit der Immunfluoreszenz in gewissen Rahmen möglich, 

da ein fixes Verhältnis zwischen gebundenem Antikörper und Fluorochrom vorliegt. 

Mit dieser Methode können außerdem mehrere Antigene gleichzeitig nachgewiesen 

werden, was in der vorliegenden Arbeit dadurch erreicht wurde, dass mehrere 

Antikörper auf einem Objektträger aufgetragen wurden. Die angewandte ABC-

Methode bietet jedoch gegenüber der Immunfluoreszenz besonders praktikable 

Vorteile. Die Auswertung der Immunreaktionen ist mit der ABC-Methode technisch 

sehr einfach und setzt neben einem Mikroskop keine weiteren Geräte voraus. Im 

Gegensatz dazu werden für die Immunfluoreszenz ein Fluoreszenzmikroskop mit 

verschiedenen Filtersystemen benötigt, ein abgedunkelter Raum, sowie eine Kamera 

mit hoher Empfindlichkeit bzw. einem Nachtaufnahmemodus. Außerdem weist die 

ABC-Methode eine geringere Hintergrundfärbung auf, welche bei der 

Immunfluoreszenz u.a. eine gewisse Eigenfluoreszenz des Eindeckmediums bedingt 

ist. Der entscheindende Vorteil ist aber besonders die lange Beständigkeit der 

Präparate, die mit der ABC-Methode markiert wurden. Nach Eindecken mit einem 

hydrophoben Harz sind die Immunreaktionen über Jahre haltbar und können somit 

als Referenz herangezogen werden (Hsu and Raine 1981; Vectorlabs 2002). 

Hingegen kann das Problem der Ausbleichung bei der Immunfluoreszenz mit 
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bestimmten anti-fade Reagenzien nur minimiert, nicht aber verhindert werden, so 

dass die Präparate nach wenigen Monaten keine Auswertung mehr ermöglichen. Da 

mit dem in dieser Arbeit erstellten Färbeprofil eine Referenz für hMSC und hOB 

erstellt werden sollte, wurde die ABC-Immuncytochemie als Nachweismethode 

ausgewählt. 

 

 

4.2 Morphologie und Wachstumsverhalten 

Eine morphologische Abgrenzung der einzelnen Zellen innerhalb der Population von 

hMSC bzw. hOB ist durch eine Bestimmung der Zellgröße bzw. eine 

Charakterisierung der Zellmorphologie nicht eindeutig möglich. Zwar unterscheiden 

sich hMSC statistisch signifikant hinsichtlich ihrer durchschnittlichen Größe von hOB, 

jedoch weisen hOB eine große morphologische Varianz auf, so dass auch Zellen 

gefunden werden können, welche eine den hMSC typische langgestreckte, bipolare 

Spindelform offenbaren. Aber auch innerhalb der hMSC können unterschiedlichen 

Zellmorphologien beobachtet werden, wobei die spindelförmigen Zellen überwiegen. 

Ob es sich bei diesen Zellen noch um undifferenzierte hMSC oder bereits um 

Vorläuferzellen handelt ist umstritten (Colter et al. 2001; Zohar et al. 1997).  

Beide Zellpopulationen verändern ihre Morphologie in Abhängigkeit von der 

Zelldichte kaum. Dies ist besonders gut bei den zytoplasmatischen Färbungen zu 

erkennen. Dieser Befund lässt den Rückschluss zu, dass besonders bei hMSC 

weder die allgemeinen Zellkulturbedingungen noch die Zelldichte aus 

morphologischer Sicht eine osteoblastäre Differenzierung induzieren, denn 

konfluente hMSC nehmen in Zellkonfluenz nicht die flächige und verzweigte Form 

wie die hOB an. Die Spindelform ermöglicht ein enges Aneinanderliegen der hMSC, 

so dass ein dichter, fischzugartiger Zellverband ohne interzelluläre Freiräume 

entsteht.  

Im Gegensatz dazu weist der Zellrasen konfluenter hOB Lücken auf, die unabhängig 

von der Kultivierungszeit bestehen bleiben, wodurch sie ein amorphes 

Wachstumsmuster aufweisen. Dieses Phänomen ist u.a. auf eine Inhibition des 

Zellwachstums durch Zellkontakte der weitverzweigten Fortsätze der hOB 

zurückzuführen, die durch ihre Ausdehnung früher das Wachstum der hOB 

einschränken als bei den spindelförmigen hMSC. Insgesamt bedingen die 



4. Diskussion  49 

unterschiedlichen Zellmorphologien von hMSC und hOB offensichtlich auch die 

jeweils charakteristischen Wachstumsmuster.  

Bei den abgelösten Zellen ist zu erkennen, dass mit zunehmender Zelldichte die 

durchschnittlichen Zellvolumina in beiden Zellpopulationen abnehmen. Dies könnte 

sowohl ein Zeichen einer Differenzierung als auch die Folge der Kontaktinhibition 

darstellen. Die Kontaktinhibition ist physiologischen Grenzen unterworfen und 

verläuft in beiden Zellpopulationen vergleichbar ab. Dies ist daran zu erkennen, dass 

adhärente hMSC bei nur einem Drittel der Zellfläche von hOB eine dreifach höhere 

Sättigungszelldichte erreichen. Überraschenderweise unterscheiden sich die 

durchschnittlichen Zellvolumina abgelöster hMSC aber nur wenig von denen der 

hOB, obwohl adhärente hOB in Subkonfluenz durchschnittlich eine dreimal so große 

Fläche aufweisen wie hMSC. Eine mögliche Erklärung könnte darin gefunden 

werden, dass hMSC nicht so flächig und ausgebreitet wachsen wie hOB, sondern 

eine kugeligere Ausdehnung besitzen, was eher ein Zeichen unreifer Zellen ist 

(Reddi 1995). Darüber hinaus könnten diese Beobachtungen auch ein Hinweis für 

die unterschiedlich zusammengesetzten Zelloberfläche der hMSC und hOB 

darstellen, woraus andere Zelleigenschaften resultieren, besonders im Kontakt mit 

anderen Materialien (Gronthos et al. 2001; Gronthos et al. 1997; Sinha and Tuan 

1996) oder Reagenzien, wie z.B. Trypsin. 

Die Wachstumsgeschwindigkeiten der beiden Zellpopulationen unterscheiden sich 

zwar deutlich voneinander, was jedoch zu erwarten war, da sich unreifere Zellen der 

osteogenen Kaskade definitionsgemäß schneller teilen als differenzierte 

Osteoblasten (Bruder et al. 1997b). Allerdings ist der Unterschied um den Faktor 1,5 

relativ gering, wenn man berücksichtigt, dass hMSC im Gegensatz zu hOB 

theoretisch ein unbegrenztes Teilungsvermögen besitzen. Ein mögliche Erklärung 

dafür wäre, dass sich hMSC, sobald sie auf einer Zellkulturplastikoberfläche 

adhärieren, bereits in einem Differenzierungsprozess befinden und als 

Vorläuferzellen bereits einen Teil ihres Wachstumspotentials eingebüßt haben 

(Zohar et al. 1997; Aubin 1998).  

Die Verlangsamung der Wachstumsgeschwindigkeit bei hOB mit dem Erreichen der 

Zellkonfluenz bezeichnet das Ende der Proliferationsphase und den Beginn der 

Differenzierungsphase (Owen et al. 1990; Siggelkow et al. 1999b; Strehl et al. 2002), 

was sich besonders in den immunzytochemischen Befunden der hOB widerspiegelt. 

Dieses Phänomen kann bei hMSC dagegen nicht beobachtet werden. 
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Die osteogene Stimulation beeinflusst hMSC sowohl in ihrer Morphologie als auch in 

ihrem Wachstumsmuster sehr stark. Die Zellen verlieren ihre Spindelform und breiten 

sich flächiger aus, wodurch sie eine den hOB ähnliche Morphologie einnehmen. 

Bezüglich des Wachstumsmusters lagern sie sich hMSC unter Stimulation in 

Subkonfluenz zu kleinen Zellhaufen zusammen. Ob es sich bei diesen Zellhaufen um 

eine sog. nodule-Bildung handelt ist fraglich, zumal sie bei hMSC nur unter 

osteogener Stimulation in Subkonfluenz zu erkennen sind. In Konfluenz wachsen 

stimulierte hMSC dagegen in einer kopfsteinpflasterartigen `multilayer´-Struktur, in 

der keine nodules mehr zu erkennen sind. Damit unterscheiden sich menschliche 

hMSC von anderen Spezies, wie z.B. der Ratte, bei denen die Ausbildung von bone 

nodules unter osteogener Stimulation ein Charakteristikum darstellt (Bellows et al. 

1986; Siggelkow et al. 1999a; Rickard et al. 1996).  

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass hMSC durch osteogene Stimulation den 

hOB in morphologischer Hinsicht ähnlicher werden, jedoch unterscheidet sich das 

Wachstumsverhalten der hMSC im Zellverband auch nach Stimulation deutlich von 

dem der hOB. Insgesamt eignen sich morphologische Kriterien und 

Wachstumseigenschaften allein somit nicht für eine eindeutige Unterscheidung von 

hMSC und hOB. Lediglich in Kombination mit anderen Untersuchungen wie z.B. der 

Immunzytochemie können die genannten Methoden unterstützend zur 

Charakterisierung von hMSC und Zellen der osteoblastären Differenzierungskaskade 

herangezogen werden.  
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4.3 Immunzytochemie 

Die immunzytochemischen Nachweisreaktionen von hMSC und hOB unterscheiden 

sich für fünf Proteine, so dass eine Unterscheidung der beiden Zelllinien anhand des 

Färbeprofils dieser Marker eindeutig möglich ist. Im folgenden werden die 

Färbeergebnisse in verschiedene Gruppen zusammengefasst mit dem Schwerpunkt, 

ob sie eine Unterscheidung von hMSC und hOB zulassen und sich somit als 

Unterscheidungsmarker eignen.  

 

 

4.3.1 Geeignete Unterscheidungsmarker der osteoblastären Kaskade 

Unterschiedliche Färbeergebnisse zwischen hMSC und hOB konnten für die Proteine 

Osteocalcin (OC), Decorin, Bone Sialoprotein sowie Kollagen-IV und –X ermittelt 

werden, so dass diese Proteine geeignete Unterscheidungsmarker der 

osteoblastären Kaskade darstellen. 

 

Bone Sialoprotein, Osteocalcin und Decorin 

Bone sialoprotein (BSP) konnte nur bei hOB nachgewiesen werden, wobei die 

Färbungen sowohl in proliferierenden als auch in differenzierten hOB positiv waren. 

Damit ist BSP ein geeigneter Marker, um hMSC von proliferierenden hOB 

abzugrenzen. Die immunzytochemischen Ergebnisse von BSP korrelieren mit 

Befunden von Cooper et al., die in hMSC ebenfalls keine BSP-Expression mittels 

RT-PCR nachweisen konnten (Cooper et al. 2001). Darüber hinaus eignet sich BSP 

offensichtlich auch als ein Verlaufsmarker der Knochenneubildung in vitro, denn die 

BSP-Expression wird unter osteogener Stimulation signifikant gesteigert (Frank et al. 

2002). Allerdings ist BSP nicht spezifisch für osteoblastäre Zellen, sondern es kommt 

auch in anderen mineralisierenden Geweben vor, wie z.B. im Knorpel oder in 

artherosklerotischen Plaques. Da seine Expression aber auf mineralisierenden 

Geweben begrenzt ist und es dort zeitgleich mit einsetzender Kalzifizierung gefunden 

wird, scheint BSP bei diesem Prozess eine wichtige Rolle einzunehmen (Bianco et 

al. 1991; Ganss et al. 1999). 

Im Vergleich zu BSP wiesen OC und Decorin ein konfluenzabhängiges Färbemuster 

bei hOB auf, so dass sie zusammen mit BSP zusätzlich eine Abgrenzung von 

proliferierenden und differenzierten hOB zulassen. Besonders OC ist ein 
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hochspezifischer Marker der osteoblastären Kaskade, der zusammen mit dem 

Transkriptionsfaktor cbfa1 als einziger charakteristischer Marker der osteoblastären 

Differenzierung gilt (Ducy et al. 2000). OC ist dabei ein später Marker innerhalb der 

osteoblastären Differenzierungskaskade, welcher nur von reifen Osteoblasten und 

Osteozyten exprimiert wird (Gronthos et al. 1999; Kasai et al. 1994). Extrazellulär 

kann OC erst mit Beginn der Mineralisation nachgewiesen werden, dagegen ist 

unmineralisiertes Osteoid negativ für OC (Bronckers et al. 1985). Die Expression 

dieses Markers scheint zum einen von einer Stimulation mit Vitaminen, wie Vitamin 

D3 (Beresford et al. 1984) und Vitamin K (Koshihara and Hoshi 1997), zum anderen 

von der Zelldichte abhängig zu sein. So konnten Siggelkow et al. (Siggelkow et al. 

1999b) mittels Northern Blot Analyse zeigen, dass die Expression von OC in 

Abhängigkeit von der Zelldichte hochreguliert wird. Diese Ergebnisse konnten mittels 

Immunzytochemie auf Proteinebene bestätigt werden, denn hOB zeigten lediglich in 

Zellkonfluenz positive Färbungen für OC. Während der Proliferationsphase in 

Subkonfluenz sind hOB negativ. Unter osteogener Stimulation färbten auch hMSC 

besonders in den Bereichen positiv für OC, wo die Zellen zu mehrschichtigen 

Zellhaufen gruppiert waren. Diese Beobachtungen lassen den Rückschluss zu, dass 

die OC-Expression besonders auch von interzellulärer Kommunikation beeinflusst 

wird und eine Reifung bzw. Differenzierung von hOB anzeigt. OC stellt somit einen 

sehr spezifischen immunzytochemischen Marker der späten Phase der 

osteoblastären Kaskade dar, der eine Unterscheidung von hMSC und hOB, darüber 

hinaus aber auch von proliferierenden und differenzierten hOB erlaubt.  

Gleiches gilt für den Marker Decorin, denn die Färbeergebnisse entsprachen denen 

von OC. Allerdings stimmen diese Ergebnisse nicht so eindeutig mit anderen in der 

Literatur beschriebenen überein. Demnach wird Decorin nämlich während der 

Osteogenese bereits von jungen Osteoblasten exprimiert (Kamiya et al. 2001), und 

extrazellulär besonders vor dem Einsetzen der Matrixkalzifizierung detektiert (Bianco 

et al. 1990). Trotzdem waren positive immunzytochemische Nachweise in dieser 

Arbeit erst nach Abschluss der Proliferationsphase mit dem Beginn der 

Differenzierung detektierbar, was sich mit den Beobachtung anderer Arbeitsgruppen 

deckt (Kimoto et al. 1994; Yamaguchi and Ruoslahti 1988). Damit ist Decorin zeitlich 

innerhalb der Differenzierung zu hOB erst nach BSP sicher immunzytochemisch 

nachweisbar. Mit beginnender Kalzifizierung wird der Decorinnachweis in vivo 

schwächer (Lecanda et al. 1997; Kamiya et al. 2001). In vitro scheint die Decorin-



4. Diskussion  53 

Expression osteoblastärer Zellen durch die einzelnen osteogenen Stimulantien 

unterschiedlich reguliert zu werden, denn unter β-Glyzerophosphat und 

Askorbinsäure wird die Expression vermindert (Blumberg et al. 1997), wohingegen 

die Expression unter Dexamethason gesteigert wird (Kimoto et al. 1994). Die 

Kombination aller Stimulantien resultiert in einer kaum detektierbaren Färbung der 

hMSC. 

 

Kollagen-IV und –X 

Im Gegensatz zu BSP, OC und Decorin können Kollagen-IV und –X fast nur bei 

hMSC nachgewiesen werden. HOB färbten lediglich zu einem kleinen Prozentsatz 

positiv für diese Proteine. Damit eignen sich diese beiden Kollagene zur Identifikation 

von hMSC sowie sehr frühen Differenzierungsstufen innerhalb der osteoblastären 

Kaskade. Es ist bekannt, dass Kollagen-IV von hMSC exprimiert wird und das in 

dieser Arbeit ermittelte immunzytochemische Färbemuster stimmt mit dem von 

anderen Arbeitsgruppen überein (Deschaseaux and Charbord 2000; Chichester et al. 

1993). Zwar kommt Kollagen-IV auch im Knochen vor, seine Herkunft ist jedoch nicht 

bekannt. Möglicherweise wird es von hMSC oder von Endothelzellen gebildet, 

jedenfalls nicht von hOB (Becker et al. 1986). Die positiven Färbeergebnisse 

innerhalb der hOB geben möglicherweise einen Hinweis auf das Vorhandensein 

einer Subpopulation. Einerseits könnte es sich um frühe osteoblastäre 

Differenzierungsstufen handeln, welche noch in der Lage sind, Kollagen-IV zu bilden 

(Chichester et al. 1993). Andererseits könnte es ein Zeichen auf das Vorhandensein 

eines anderen Zelltyps sein, wie z.B. Endothelzellen (Sandberg et al. 1988). Da das 

Färbeprofil der hOB für die restlichen Proteine dem reifer Osteoblasten entspricht 

und nicht Endothelzellen, ist es wahrscheinlicher, dass es sich um frühe 

Osteoprogenitoren handelt. 

Der immunzytochemische Befund von Kollagen-X war überraschend, denn es wird 

postuliert, dass die Expression von Kollagen-X auf hypertrophe Chondroblasten 

beschränkt ist (Barry et al. 2001). Somit stellt es eigentlich einen typischer Marker 

innerhalb der chondroblastären Differenzierungskaskade dar. Allerdings können 

Übergange zwischen verschiedenen Differenzierungsstufen der chondro- und 

osteoblastären Kaskade beobachtet werden (Aubin 1998). Auch innerhalb des 

Knochens kommt Kollagen-X vor besonders dort, wo sich Knorpelreste befinden 

bzw. wo eine enchondrale Ossifikation stattfindet (Nerlich et al. 1992). Ob der 
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Nachweis von Kollagen-X also ein Zeichen einer in vitro-Osteogenese über ein 

Knorpelmodell ist (Bianco et al. 1998), ein Hinweis auf die Existenz chondroblastärer 

Zellen darstellt oder Folge der in vitro-Zellkultivierung ist, kann nicht geklärt werden. 

Gegen die erste Überlegung spricht allerdings die Tatsache, dass der Nachweis für 

Kollagen-II und -IX, welche typische Bestandteile von hyalinem Knorpel sind, zu 

keiner Zeit in hMSC bzw. hOB positiv war. Dass Kollagen-X eventuell ein Artefakt als 

Folge der Zellkultur sein könnte, widerspricht Ergebnissen von Gronthos und 

Mitarbeitern. Sie konnten in aufgereinigten Stromazellen des Knochenmarks mittels 

RT-PCR zeigen, dass eine deutliche Expression von Kollagen-X direkt nach der 

Isolierung sowie unter regulären Zellkulturbedingungen stattfindet (Gronthos et al. 

2003). Eventuell wird Kollagen-X daher nicht ausschließlich nur von hypertrophen 

Chondrozyten sondern auch von hMSC exprimiert.  

 

 

4.3.2 Ungeeignete Unterscheidungsmarker der osteoblastären Kaskade 

Diejenigen Proteine, die sich immunzytochemisch sowohl in hMSC als auch in hOB 

darstellen lassen, sind für eine Unterscheidung dieser beiden Zellpopulation 

ungeeignet. Gleiches gilt für Proteine, die sich in keiner der beiden Zelllinien 

darstellen lassen. 

 

Alkalische Phosphatase 

Besonders interessant sind die ermittelten Ergebnisse für die Alkalische 

Phosphatase (ALP). Denn die bone/liver/kidney Isoform der ALP gilt als klassischer 

Marker der osteoblastären Differenzierung und wird von einem großen Teil der 

Studien in der Literatur zum Nachweis der osteogenen Potenz von Zellen verwendet 

(Robey and Termine 1985; Owen 1988; Kasperk et al. 1995; Pittenger et al. 1999; 

Kuznetsov et al. 2001; Halvorsen et al. 2001).  

Allerdings sind in den letzten Jahren zunehmend Ergebnisse präsentiert worden, 

welche ALP als Standardmarker der osteoblastären Differenzierungskaskade in 

Frage stellen (Siggelkow et al. 1999b; Frank et al. 2002; Gronthos et al. 1999). 

Diesen Behauptungen liegen verschiedene Beobachtungen zu Grunde. Dabei muss 

der Nachweismethode von ALP besondere Aufmerksamkeit zugewendet werden. In 

der Mehrzahl der Studien erfolgt der Nachweis überwiegend indirekt über die 

Enzymaktivität mittels p-Nitrophenol (Bennett et al. 2001; Byers et al. 1999; Bruder et 
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al. 1997b; Jaiswal et al. 1997; Halvorsen et al. 2001) oder histologisch über 

Naphtol/Diazonuimsalz-Färbungen (Pittenger et al. 1999; Kasperk et al. 1995; 

Martinez et al. 1999; Rickard et al. 1996; Sell et al. 1998). Diese Methoden weisen 

aber nicht das Protein direkt, sondern lediglich die Enzymaktivität nach. 

Enzymaktivitätsmessungen haben zwar den Vorteil, dass sie hochspezifisch sind, 

jedoch können sie nicht mit der Menge des tatsächlich vorhandenen Proteins 

korreliert werden. Auch lassen Enzymaktivitätssteigerungen, wie sie z.B. unter 

mineralisierenden Bedingungen in Anwesenheit von β-Glyzerophosphat und 

Dexamethason beobachtet werden (Jaiswal et al. 1997), keinen Rückschluss auf 

eine gesteigerte Proteinexpression zu. Ein weiterer Punkt ist, dass ALP oder auch 

TNSALP, tissue non specific alkaline phosphatase, von einer Vielzahl von Zelltypen 

außerhalb der osteoblastären Kaskade exprimiert wird (Harris 1990). 

Bezeichnenderweise lautet die Produktbezeichnung des histologischen ALP 

Nachweises (Sigma Kit 85), welcher von Pittenger et al. und anderen Arbeitsgruppen 

verwendet wurde, Alkaline Phosphatase (Leucocyte). Falsch positive Ergebnisse 

durch andere Enzyme, die das gleiche Substrat umsetzen, können zudem nicht 

ausgeschlossen werden. Schließlich sollte in Betracht gezogen werden, dass die 

Zellen in den meisten Studien mit ca. 10 % Serumgehalt kultiviert werden, was zu 

einer Verfälschung der Ergebnisse führen könnte, da im Serum ALP enthalten ist 

(Farley and Baylink 1986).  

Nur wenige Arbeitsgruppen haben beim Menschen die Expression von ALP-mRNA 

mittels Northern Blot oder RT-PCR (Siggelkow et al. 1999b; Frank et al. 2002; 

Rickard et al. 1996) bzw. das Protein direkt über FACS-Analyse (Stewart et al. 1999; 

Walsh et al. 2000) oder Immunzytochemie (Long et al. 1999; Long et al. 1995) 

nachgewiesen. Die beiden letztgenannten Studien haben zwar Immunzytochemie 

angewandt, zeigen jedoch keine Abbildungen der ALP-Färbungen. Die FACS-

Analysen, welche den gleichen Antikörper verwenden wie in dieser Arbeit (Lawson et 

al. 1985), konnten einen prozentualen Anteil von 9–30% ALP positiver Zellen 

ermitteln. Jedoch liegt die Sensitivitätsgrenze des FACS-Nachweises um ein 

Vielfaches niedriger als für die Immunzytochemie. Daher sind diese Studien nicht mit 

den immunzytochemischen Ergebnissen dieser Arbeit vergleichbar.  

Besonders die Untersuchungen, welche ALP auf der mRNA-Ebene analysiert haben, 

kamen zu dem Ergebnis, dass sich ALP nicht als ein Marker osteoblastärer Reifung 

(Gronthos et al. 1999), bzw. als Verlaufsmarker der osteoblastären Kaskade eignet. 
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Denn die Expression von ALP wird nicht hochreguliert, weder durch osteogene 

Stimulation noch durch die Zelldichte (Siggelkow et al. 1999b; Frank et al. 2002). Die 

Zelldichte besitzt allerdings einen Einfluss auf die Aktivität der Alkalischen 

Phosphatase (Goldstein 2001), was jedoch nicht mit der Expression des Proteins 

korreliert werden kann. Die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Ergebnisse 

unterstützen die Beobachtungen, welche keinen signifikanten Einfluss der Zelldichte 

auf ALP-Expression postulieren (Siggelkow et al. 1999b). Denn unabhängig von der 

Zelldichte waren die Färbungen für ALP sowohl in hMSC als auch in hOB unterhalb 

der immunzytochemischen Nachweisgrenze. Entgegen den Ergebnissen von Frank 

und Mitarbeitern (Frank et al. 2002), zeigten hMSC besonders aber hOB unter 

osteogener Stimulation positive immunzytochemische ALP-Nachweise. Daher liegt 

die Vermutung nahe, dass der immunzytochemische ALP-Nachweis stark von einer 

Stimulation mit β-Glyzerophosphat, Askorbinsäure und Dexamethason abhängt und 

damit von einer Aktivitätssteigerung des Proteins abhängt (Siggelkow et al. 1999b; 

Lecanda et al. 1997). Außerdem scheint ein geeignetes Mikromilieu, z.B. mit anderen 

Zelltypen (Aubin and Bonnelye 2000; Rickard et al. 1995; Kasperk et al. 1997; 

Gerstenfeld et al. 2002) sowie einer bestimmten extrazellulären Matrix (Mizuno et al. 

1997) Voraussetzung für eine ALP-Expression in vitro zu sein.  

Aus den Ergebnissen dieser Untersuchung geht hervor, dass sich ALP nicht als ein 

geeigneter immunzytochemischer Marker weder zur Unterscheidung von hMSC und 

hOB, noch von verschiedener Reifungsstufen der hOB untereinander erweisen hat.  

 

Kollagen-I, Osteonectin und Osteopontin 

Kollagen-I, Osteonectin (ON) und Osteopontin (OPN) gelten ebenso wie ALP als 

klassische osteoblastäre Marker (Aubin et al. 1995; Candeliere et al. 1999; Bruder et 

al. 1997b; Frank et al. 2002). Denn zum einen können sie im Knochengewebe 

reichhaltig nachgewiesen werden, zum anderen verursacht ihr Fehlen – mit 

Ausnahme von OPN – Störungen im Knochenstoffwechsel. Allerdings werden sie 

innerhalb der osteoblastären Kaskade sowohl von hMSC als auch von hOB 

exprimiert und weisen zudem gleiche Färbemuster auf, so dass sie sich nicht für die 

Unterscheidung der beiden Zellpopulationen eignen. Auch gegenüber anderen 

Zelltypen, wie z.B. den als Kontrolle dienenden Fibroblasten, erlauben diese Proteine 

keine Abgrenzung.  
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Obwohl OPN durch seine azidischen Bindungsstellen inhibitorisch auf den Prozess 

der Matrixverkalkung einwirkt (McKee and Nanci 1996; Boskey 1998), kann dieses 

Protein trotzdem als ein Verlaufsmarker der in vitro-Osteogenese herangezogen 

werden. Denn im Gegensatz zu den meisten anderen untersuchten Proteinen wird 

die Expression von OPN ebenso wie die von BSP unter osteogener Stimulation 

gesteigert (Chen et al. 1996; Frank et al. 2002). Diese Befunde können allerdings in 

dieser Arbeit mittels Immunzytochemie nicht nachvollzogen werden, denn unter 

osteogener Stimulation wurden die Nachweise sowohl bei hMSC als auch bei hOB 

schwächer. Eventuell ist dieses Ergebnis ein Hinweis darauf, dass die Expression 

bzw. die Menge der vorhandenen mRNA nicht mit der Menge des tatsächlich 

vorhandenen Proteins in Beziehung gesetzt werden kann. Die Lokalisation von OPN 

in unstimulierten Zellen, welche mit einem netzförmigen, paranukleären Muster 

typisch für eine Färbung des Golgiapparates sind, korreliert mit 

elektronenmikroskopischen Untersuchungen anderer Arbeitgruppen (McKee and 

Nanci 1996). 

 

Versican und Matrixmetalloproteinase-2 

Auf den ersten Blick haben das Proteoglykan Versican und die 

Matrixmetalloproteinase-2 nichts miteinander gemein. Während der Osteogenese 

werden diese Proteine von beiden Zellpopulationen exprimiert (Rifas et al. 1994; Lee 

et al. 1998), so dass sie keine Unterscheidung verschiedener Reifungsstufen 

zulassen. Trotzdem lieferten die beiden Proteine einen interessanten Nebenbefund. 

Denn Versican und MMP-2 färbten in osteoblastären Zellen positiv, waren jedoch 

negativ in Fibroblasten. Damit sind sie im Gegensatz zu klassischen osteoblastären 

Markern, wie Kollagen-I, OP, ON, oder anderen Proteinen wie OPG sowie Kollagen-

III, -V, -VI, geeignet, osteoblastäre Zellen von Fibroblasten zu unterscheiden. Diese 

Beobachtung stellt eine wichtige Erkenntnis dar, denn um hMSC z.B. im 

Knochenmark identifizieren zu können, muss auch eine Abgrenzung gegenüber 

anderen Zellen als denen der osteoblastären Kaskade möglich sein. Dafür scheinen 

Versican und MMP-2 nützliche Marker zu sein. Dieser Befund verdeutlicht, dass sich 

die Matrix osteoblastärer Zellen in vitro über die hinlänglich bekannten Marker hinaus 

von anderen Zelltypen unterscheidet. Besonders interessant erscheinen hierfür die 

Proteoglykane. Bekannt ist zwar, dass Proteoglykane wie Versican (Lee et al. 1998), 

Decorin (Blumberg et al. 1997) oder Lumican (Raouf and Seth 2002) während der 
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Osteogenese zu bestimmten Zeitpunkten von Zellen der osteoblastären Kaskade 

gebildet und in die umgebene Matrix sezerniert werden. Ihre Bedeutung für den 

Aufbau der ECM, bzw. für den Prozess der Osteogenese, ist bisher aber noch 

unbekannt. Eventuell können die Proteoglykane dazu beitragen, weitere 

osteoblastäre Reifungsstufen zu identifizieren, die mit den bisher erwähnten Markern 

nicht unterschieden werden können (Raouf et al. 2002). 

 

Kollagen-III, -V, -VI, und Osteoprotegerin  

Kollagen-III,-V und -VI sind bekannte Bestandteile des Knochens (Becker et al. 1986; 

Beresford et al. 1993; Collin et al. 1992), werden aber nicht selektiv von 

osteoblastären Zellen produziert, sondern auch von anderen Zelltypen, wie z.B. 

Fibroblasten. Auffallend war besonders das inhomogene Färbemuster für Kollagen-

III, welches bei hMSC nicht in allen Zellen bei hOB mit sehr wechselnder Intensität 

beobachtet wurde. Diese unregelmäßige Kollagen-III-Expression konnte auch von 

anderen Arbeitsgruppen beobachtet werden. Eventuell stellt Kollagen-III einen 

besonders früheren osteoblastären Marker dar (Zohar et al. 1997), so dass die 

unregelmäßigen Markierungen bestimmte osteoblastäre Reifungsstufen 

charakterisieren. Gegen diese Überlegung sprechen die Ergebnisse anderer Studien, 

die Kollagen-III auch in hMSC nachweisen konnten (Poliard et al. 1999; Chichester et 

al. 1993). Die Bedeutung von Kollagen-III für die Osteogenese ist unklar. Denn im 

Knochen scheint Kollagen-III besonders in Bereichen lokalisiert zu sein, wo ein 

Remodelling des Knochens stattfindet (Becker et al. 1986). Mutationen dieses 

Kollagens betreffen allerdings weniger den Aufbau des Knochens als das kollagene 

Bindegewebe (Kuivaniemi et al. 1997).  

Ebenso wie die oben genannten Kollagene konnte Osteoprotegerin (OPG) sowohl in 

osteoblastären Zellen als auch in Fibroblasten detektiert werden. Die eingangs 

erwähnte starke Abhängigkeit von hormonellen Einflüssen der OPG-Expression 

konnte daran beobachtet werden, dass die OPG Nachweise unter osteogener 

Stimulation deutlich schwächer wurden (Hofbauer et al. 2000). 
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Kollagen-II, -VII, -IX und Matrixmetalloproteinse-9 

Die Nachweise der Proteine Kollagen-II, -VII, IX und Matrixmetalloproteinase(MMP)-9 

waren in dieser Arbeit durchgehend negativ. Kollagen-II und –IX stellen typische 

Bestandteile des Knorpels dar. Dagegen waren andere Komponenten des hyalinen 

Knorpels, wie z.B. die Proteoglykane Decorin und Versican oder Kollagen-X, positiv 

in den Untersuchungen. Daraus allerdings den Rückschluss zu ziehen, dass die in 

vitro-Osteogenese über ein Knorpelmodell abläuft (Bianco et al. 1998), ist nicht 

gerechtfertigt, da die typischen Kollagene fehlen. Andererseits bestätigen die 

negativen Nachweise für Kollagen-II und –IX jedoch, dass sich hMSC bei einer 

Kultivierung auf Glas, bzw. unter osteogener Stimulation, nicht in Richtung der 

chondroblastären Kaskade differenzieren.  

Kollagen-VII kann nicht im Knochengewebe nachgewiesen werden und spielt auch 

für den Knochenstoffwechsel keine entscheidende Rolle. 

Im Gegensatz dazu dient MMP-9 in der Ratte als Marker der osteoblastären 

Differenzierung, der erst bei Erreichen einer bestimmten Reifungsstufe der Zellen, 

bzw. der ECM, positiv wird (Filanti et al. 2000). Beim Menschen wird MMP-9 zwar in 

Osteophyten in vivo (Bord et al. 1997), nicht in humanen Osteoblasten in vitro 

exprimiert (Rifas et al. 1994). Diese Ergebnisse können mittels Immunzytochemie auf 

Proteinebene bestätigt werden. Ob MMP-9 für den normalen Knochenstoffwechsel 

notwendig ist, kann mittels Immunzytochemie in dieser Untersuchung nicht 

beantwortet werden. Diese Befunde verdeutlichen aber zum einen die Unterschiede 

bei der Osteogenese human gegenüber anderen Spezies, zum anderen von in vivo 

und in vitro- Verhältnissen.  
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4.4 Osteogene Stimulation 

Die Osteogenese ist ein dynamischer Prozess von Matrixbildung und 

Matrixresorption mit einem komplexen Zusammenspiel verschiedener Wachstums- 

und Differenzierungsfaktoren (Baylink et al. 1993; Filanti et al. 2000; Reddi 2000). 

Vor diesem Hintergrund erscheint es logisch, dass dem dynamischen Prozess der 

Matrixreifung in Form einer angepassten Stimulation mit unterschiedlichen 

Konzentrationen an verschiedenen Faktoren zu verschiedenen Zeitpunkten 

Rechnung getragen werden müsste. Erstaunlicherweise wurden jedoch 

verschiedenste Protokolle der osteogenen Stimulierung etabliert, welche eine fixe 

Konzentration der Stimulantien beinhalten und nicht mit verschiedenen Stufen der 

Matrix- und Zelldifferenzierung abgestimmt sind (Jaiswal et al. 2000; Pittenger et al. 

1999; Banfi et al. 2000; Beresford et al. 1993; Cheng et al. 1994; Rickard et al. 1994; 

Liu et al. 1999). Eine besondere Bedeutung kommt daher offensichtlich fötalem 

Kälberserum (FCS) zu, denn in serumfreier Kultur konnte keine Knochenbildung in 

vitro induziert werden (Beresford et al. 1993). Zusätzlich werden aber weitere 

Stimulantien für die osteogene Stimulation benötigt, welche sich gegenseitig 

beeinflussen und die Matrixbildung unterstützen. Allerdings sind die Wirkungen der 

verschiedenen osteogenen Stimulantien für die Matrixbildung und deren Reifung 

vielschichtig und noch nicht genau bekannt. Auch sind offensichtlich nicht alle 

Faktoren, welche eine bone nodule-Bildung der Ratte fördern, für die menschliche 

Osteogenese essentiell, wie z.B. Vitamin D3 (Rickard et al. 1996).  

Eine zentrale Bedeutung nimmt offensichtlich Dexamethason ein, ohne dessen 

Anwesenheit eine Kalzifizierung der extrazellulären Matrix in vitro nicht zu Stande 

kommt (Rickard et al. 1996). Diese Beobachtung erscheint auf den ersten Blick 

paradox, da Glukokortikoide klinisch das Gegenteil bewirken, die Knochenmasse 

verringern und zu einer Osteoporose führen bzw. diese verstärken (Canalis 1996). 

Auch auf Zellebene führen Glukokortikoide innerhalb der osteoblastären Kaskade 

eher zu einer Dedifferenzierung (Pereira et al. 2002), indem sie u.a. die Expression 

des Transkriptionsfaktors cbfa1 unterdrücken, welcher eine Schlüsselrolle in der 

Osteoblastogenese einnimmt und die Expression der Hauptbestandteile der 

organischen Knochenmatrix fördert (Ducy et al. 1999). Zusätzlich zum inhibitorischen 

Einfluss auf die Differenzierung bewirken Glukokortikoide eine reduzierte 

Replikationsrate und eine Zunahme der Apoptose von Osteoblasten. In Anwesenheit 



4. Diskussion  61 

von β-Glyzerophosphat kann dieses Phänomen allerdings nicht beobachtet werden 

(Pereira et al. 2001). Trotzdem scheint Dexamethason unter bestimmten 

Bedingungen, besonders im Zusammenspiel mit β-Glyzerophosphat, die in vitro-

Osteogenese zu fördern. Eine mögliches Erklärungsmodell basiert u.a. auf der 

Eigenschaft des Dexamethasons, die Enzymaktivität von ALP zu steigern, woraus in 

Anwesenheit von organischem Phosphat eine extrazelluläre Matrixkalzifizierung mit 

Kalziumappatit resultiert (Bellows et al. 1986; Bhargava et al. 1988). Methodisch wird 

die Verkalkung hauptsächlich mittels von-Kossa-Färbung, die gesteigerte ALP-

Enzymaktivität über den Umsatz von p-Nitrophenol nachgewiesen (Jaiswal et al. 

1997; Pittenger et al. 1999). Neben einer Steigerung der Enzymaktivität bewirkt 

Dexamethason in geringem Ausmaß auch eine Steigerung der ALP-Expression 

(Frank et al. 2002; Pereira et al. 2002), was durch die schwach positiven 

Immunreaktionen unter osteogener Stimulation bestätigt werden kann.  

Darüber hinaus beeinflusst Dexamethason auch die Migrations- und 

Adhäsionseigenschaften der Zellen (Frosch et al. 2002), was sich sowohl in der 

Zellmorphologie als auch im Wachstumsmuster widerspiegelt. Obwohl in 

Übereinstimmung mit anderen Studien (Siggelkow et al. 1999a; Cheng et al. 1994; 

Rickard et al. 1996) auch in dieser Arbeit keine Ausbildung von bone nodules 

beobachtet werden konnte, lagerten sich die hMSC im Gegensatz zu hOB unter 

osteogener Stimulation aber zu kleinen Zellhaufen zusammen, welche aber in 

Zellkonfluenz nicht mehr zu sehen waren. 

β-Glyzerophosphat ist kein essentieller Bestandteil für eine osteogene Stimulation, 

denn die Aufgabe des organischen Phosphatdonors kann auch von 

Askorbinsäurephosphat übernommen werden (Beresford et al. 1993). Allerdings 

scheint β-Glyzerophosphat im Zusammenspiel mit Dexamethason zu bewirken, dass 

der negative Effekt der Einzelsubstanzen auf die Zellreplikation bzw. auf die 

Apoptoserate, egalisiert wird. Unter gemeinsamer Applikation beider Substanzen 

kann eine Zunahme des DNA- Gehaltes sowie der Zellzahl beobachtet werden kann 

(Pereira et al. 2001). Diese Ergebnisse bestätigen den Eindruck der 

Proliferationseigenschaften in der vorliegenden Arbeit, stehen allerdings im 

Widerspruch mit den Ergebnissen von Bruder et al. (Bruder et al. 1997b), in denen 

postuliert wird, dass die osteogene Stimulation die Wachstumsrate gegenüber der 

Kontrolle signifikant erhöht. Es handelt es sich jedoch dabei um die Darstellung der 

Ergebnisse eines einzelnen Spenders.  
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Die Bedeutung von Askorbinsäure für die Knochenbildung ist ebenfalls noch nicht 

vollständig geklärt, jedoch scheint sie ein notwendiger Bestandteil für eine Bildung 

von bone nodules bei Rattenzellen zu sein. Da eine Bildung vergleichbarer 

Strukturen nicht bei hMSC Kulturen beobachtet wird, ist es fraglich, ob sie auch 

essentiell für die osteogene Stimulation beim Menschen sind. Wahrscheinlich fördert 

Askorbinsäure die Osteogenese aber besonders dadurch, dass es eine 

Hydroxilierung von Kollagen, besonders von Kollagen-I, fördert. Dadurch wird die 

Bildung der organischen und besonders der kollagenen extrazellulären Matrix 

gesteigert, deren Vorhandensein für eine Mineralisierung Voraussetzung ist (Bellows 

et al. 1986).  

Die ermittelten Färbeergebnisse in dieser Arbeit lassen den Rückschluss zu, dass 

eine Stimulation mit Dexamethason, β–Glyzerophosphat und Askorbinsäure nicht 

ausreicht, um hMSC in reife hOB zu differenzieren. Denn unter osteogener 

Stimulation unterschied sich das hMSC-Färbeprofil bezüglich OPG, OP sowie 

Kollagen-IV und -X von dem der hOB. Ebenso veränderten auch hOB die Expression 

für diese Proteine unter Stimulation. Diese Unterschiede können durch Methoden, 

wie z.B. den einfachen Kalknachweis bzw. eine Aktivitätssteigerung der ALP, nicht 

herausgestellt werden, obwohl diese von der Mehrzahl der Arbeitsgruppen als 

Standardnachweis verwendet werden. Um die komplexen in vivo-Verhältnisse der 

osteoblastären Differenzierung in vitro zu imitieren, scheinen weitere Wachstums- 

und Differenzierungsfaktoren notwendig zu sein. Außerdem erscheint eine dem 

Differenzierungsgrad und –zeitpunkt angepasste Stimulation sinnvoller zu sein als 

eine fixe Kombination der Stimulantien (Jiang et al. 2002). Darüber hinaus spielt die 

Anwesenheit anderer Zelltypen durch interzelluläre Kontakte und parakrine Effekte 

offensichtlich ebenfalls eine wichtige Rolle, ein Mikromilieu zu erzeugen, das eine in 

vitro Knochenbildung unterstützt (Aubin and Bonnelye 2000; Rickard et al. 1995; 

Kasperk et al. 1997; Gerstenfeld et al. 2002).  
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5. Zusammenfassung 

Durch die Erstellung eines immunzytochemischen Färbeprofils ist es möglich, 

heterogene Zellpopulationen auf Einzelzellniveau zu charakterisieren und sie 

voneinander zu unterscheiden. Diese Untersuchung stellt einen sehr 

erfolgversprechenden Ansatz dar, undifferenzierte humane mesenchymale 

Stammzellen (hMSC) zu identifizieren und sie von Zellen der osteoblastären 

Differenzierungskaskade sowie anderen Zelltypen abgrenzen zu können. Insgesamt 

konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass humane MSC und humane 

Osteoblasten jeweils spezifische Färbeprofile aufweisen, die eine eindeutige 

Diskriminierung der beiden Zellpopulationen erlauben.  

Für eine spezifische Unterscheidung auf Einzelzellnineau ist eine intensive Suche 

nach spezifischen Markern oder die Kombination mehrerer Marker notwendig. Von 

den in dieser Arbeit ausgewählten Proteinen ergaben Bone Sialoprotein, 

Osteocalcin, Decorin sowie Kollagen-IV und Kollagen-X unterschiedliche 

Färbemuster. Kollagen-IV und –X waren besonders in hMSC positiv, weswegen sie 

sich für eine Erkennung unreifer osteoblastärer Zellen anbieten. Bone Sialoprotein, 

Osteocalcin und Decorin eignen sich dagegen für einen Nachweis reifer 

osteoblastärer Zellen, denn sie waren nur in hOB positiv. Osteocalcin und Decorin 

erlaubten außerdem eine Abgrenzung differenzierter hOB. Die Proteine Versican und 

Matrixmetalloproteinase-2 erscheinen darüber hinaus für eine Unterscheidung von 

osteoblastären und fibroblastären Zellen nützlich zu sein. 

Die klassischen osteoblastären Marker alkalische Phosphatase, Kollagen-I, 

Osteopontin oder Osteonectin waren für eine Unterscheidung von hMSC und hOB 

nicht geeignet, da sie in beiden Zellpopulationen gleiche Ergebnisse lieferten. 

Insbesondere der Wert der alkalische Phosphatase als immunzytochemischer 

Marker der osteoblastären Kaskade wird in dieser Untersuchung in Frage gestellt.  

Eine osteogene Stimulation von hMSC mit Dexamethason, β-Glyzerophosphat und 

Askorbinsäure bewirkte eine deutliche Veränderung der Morphologie, der 

Wachstumseigenschaften und des Färbeprofils. Allerdings konnte durch eine 

osteogene Stimulation kein immunzytochemischer Phänotyp von hMSC induziert 

werden, welcher identisch mit dem der hOB war. Daher ist es unwahrscheinlich, dass 

eine Stimulation in vitro mit den oben aufgeführten Zusätzen die komplizierten 

Verhältnisse der Osteogenese in vivo nachahmen kann.  
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