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I EINLEITUNG 

Seit 1948 das erste Mal die entzündungshemmende Wirkung von 

Glukokortikoiden (GK) am Menschen entdeckt wurde, wird diese 

Wirkstoffklasse für die Therapie einer Vielzahl von Erkrankungen 

eingesetzt (GERABEK, 1990). GK spielen nach wie vor eine zentrale Rolle 

in der Behandlung entzündlicher Krankheiten wie der rheumatoiden 

Arthritis, der chronisch obstruktiven Lungenerkrankung (COPD) sowie in 

der Therapie verschiedenster Tumorerkrankungen (OFFERMANNS, 2016). 

Weltweit wurde ungefähr 1 % aller Erwachsenen schon einmal über längere 

Zeit, das heißt drei Monate oder länger, mit GK behandelt (OVERMAN et 

al., 2013; ADAMI und SAAG, 2019). Im Schnitt entwickeln von diesen 

Patienten ungefähr 30 – 50 % eine sekundäre Osteoporose (MCDONOUGH 

et al., 2008). Da die initiale Erkrankung meist nicht anders zu therapieren 

ist, muss diese bisweilen gravierende Nebenwirkung in Kauf genommen 

werden. Die GK-induzierte Osteoporose (GIO) führt zu einem stark erhöhten 

Frakturrisiko, vor allem der Hüfte und Wirbelkörper (VAN STAA et al.,  

2000; AMICHE et al., 2016). Auslöser ist  ein Ungleichgewicht in der 

Knochenhomöostase, das zu verstärkter Resorption bei gleichzeitig 

verringerter Knochenbildung führt (VAN STAA, 2006; LANE, 2019). 

Diesem Effekt liegt einerseits eine gesteigerte Lebensdauer und Aktivität 

der knochenabbauenden Osteoklasten und andererseits eine reduzierte 

Proliferation und Reifung der knochenaufbauenden Osteoblasten zugrunde. 

Zusätzlich führen GK zu einer gesteigerten Apoptose ausgereifter 

Osteoblasten (WEINSTEIN, 2010). Des Weiteren kommt es auch in der 

Osteozytenpopulation vermehrt zu Apoptosen, was zu einer Destruktion des 

mechanosensitiven osteozytären Kanal-Netzwerkes führt (CIANI et al., 

2018). In diesem Zusammenhang wurde beobachtet , dass der osteoanabole 

Effekt mechanischer Stimulation bei osteoporotischen Patienten 

verminderte Wirksamkeit zeigt (CARINA et al., 2020).  

Derzeit gibt es verschiedene klinische Ansätze zur Senkung des 

Frakturrisikos. Die Erforschung von Therapieansätzen zur Verbesserung der 

Frakturheilung, die bei GIO gestört ist,  beschränkt sich bisher  im 

Wesentlichen auf präklinische Studien. Generell kann die medikamentöse 
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Therapie osteoporotischer Erkrankungen auf zwei Arten erfolgen und sollte 

im Idealfall durch nutritive Supplementation von Calcium, Vitamin D und 

K2 unterstützt werden (KIDD, 2010; FISCHER et al., 2018). Der älteste und 

am weitesten verbreitete Ansatz ist die Verwendung antiresorptiver 

Pharmaka, zu denen Bisphosphonate und Denosumab, ein Antikörper gegen 

den Schlüssel-Osteoklasten-Aktivator Receptor Activator of Nuclear factor-

kappa B Ligand (RANKL), gehören (ALLEN et al.,  2016b; YANBEIY und 

HANSEN, 2019). Obwohl beide Medikamente in klinischen Studien eine 

gute Wirksamkeit zeigen, bringen sie eine große Zahl an Nebenwirkungen 

mit sich. Bisphosphonate beispielsweise führen oft zu gastrointestinalen 

Komplikationen und zeigen in einzelnen Fällen erhöhte Inzidenzen 

atypischer Femurfrakturen, Osteonekrosen und kardiov askuläre 

Komplikationen (SCHILCHER et al., 2011a). Ein neuerer Ansatz ist die 

Verwendung osteoanaboler Pharmaka, wie das rekombinante Parathormon-

Analogon Teriparatid oder der Sclerostin-Antikörper Romosuzumab. Die 

bisherigen Ergebnisse der osteoanabolen Therapien sind vielversprechend, 

obgleich die Medikamente relativ teuer  und noch nicht langjährig klinisch 

erprobt sind (TAYLOR und SAAG, 2019).  

In Vorarbeit zu dieser Dissertation konnte im Mausmodell der osteoanabole 

Effekt des Cyclin-abhängige Kinase 5 (Cdk5) - Inhibitors Roscovitin (auch 

Seliciclib) sowohl im Knochen als auch in der Knochenregeneration gezeigt 

werden (AHMAD et al., 2021).  

Ziel dieser Doktorarbeit war es folglich zu untersuchen, ob die negativen 

Effekte einer GIO auf den Knochen und die Frakturheilung durch Inhibition 

der Cdk5 kompensiert werden können. Dafür wurde ein Mausmodell der 

Prednisolon (Pred) induzierten GIO etabliert und in diesem Modell die 

negativen Auswirkungen einer GK Therapie auf den Knochen und die 

Frakturheilung nachgewiesen. Anschließend wurde versucht, diese Effekte 

durch systemische Applikation des Cdk5 Inhibitors Roscovitin aufzuheben. 
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II LITERATURÜBERSICHT 

1. Glukokortikoid-induzierte Osteoporose 

Glukokortikoide gehören seit langem zu einer der meistverwendeten 

Medikamentenklassen weltweit und sind für die Behandlung einer Vielzahl 

von Erkrankungen indiziert. Diese umfassen immunologische, 

rheumatologische, lungenassoziierte,  gastrointestinale und tumoröse 

Ursachen (RHEN und CIDLOWSKI, 2005a). Die vielen positiven Effekte 

der GK bringen allerdings auch eine Vielzahl an Nebenwirkungen mit sich. 

Neben dem Cushing-ähnlichen Phänotyp, d.h. peripherer Insulinresistenz, 

Typ-2-Diabetes und Stammfettsucht, kann eine Langzeitbehandlung mit GK 

auch kardiovaskuläre Komplikationen wie Bluthochdruck, Herzinfarkte und 

Schlaganfälle bedingen (MCDONOUGH et al., 2008). Die mit einer 

Prävalenz von 30 – 50 % aller Behandelten aber häufigste Nebenwirkung ist 

die GIO (MCDONOUGH et al., 2008). Der Begriff Osteoporose beschreibt 

eine degenerative Erkrankung des Knochens, die sich in einem ve rstärkten 

Knochenabbau manifestiert.  Charakteristisch sind eine Erniedrigung der 

Knochendichte und Zerstörung der Knochenstruktur, die in Folge zu einer 

signifikanten Erhöhung des Frakturrisikos führen (COMPSTON, 2018b). 

Das Frakturrisiko bei der GK induzierten, sekundären Osteoporose ist alters- 

und geschlechtsunabhängig und steigt  dosisabhängig, vor allem während der 

ersten Behandlungsmonate, rapide an. Die höchste Prävalenz mit 

durchschnittlich 160 % höherem Risiko in Bezug auf nicht behandelte 

Kontrollen weisen die Wirbelkörper auf, gefolgt von Hüftfrakturen mit 

durchschnittlich 60 % erhöhtem Risiko und anderen Frakturen mit einer 

erhöhten Wahrscheinlichkeit von 30 % (VAN STAA et al., 2000; VAN 

STAA et al., 2001). Nach Absetzen der Therapie ist eine weitgehende 

Normalisierung der Knochenmasse innerhalb von ungefähr einem Jahr 

beschrieben (STAA et al., 2002; KANIS et al. , 2004).  
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1.1 Pathogenese der GIO 

GK weisen lipophile 

Eigenschaften auf, die es ihnen 

ermöglichen, die Zellmembran 

zu passieren. Im Zytoplasma 

binden sie an den GK- 

Rezeptor (GR), der inaktiviert 

in einem Multiprotein-

Komplex, gebunden an 

Hitzeschockproteine und 

Chaperone, vorliegt (PRATT, 

1993). Nach erfolgter 

Rezeptorinteraktion kann der 

GR entweder als Rezeptor-

Dimer oder in seiner  

monomeren Form wirken. In 

seiner dimerisierten Form 

transloziert der Rezeptor in 

den Nucleus und bindet an der 

DNS an glucocorticoid 

response elements (GRE), wodurch durch Aktivierung der Gentranskription 

diverse Stoffwechselprozesse entweder verstärkt oder unterdrückt werden  

(TSAI et al., 1988). Die monomere Form des GR ist als 

‚entzündungshemmende Form‘ bekannt, da sie durch Interaktion mit 

verschiedenen Transkriptionsfaktoren wie dem nuclear factor-

kappa B (NF-B), activator protein 1 (AP-1) oder interferon regulatory 

factor 3 (IRF3) die Transrepression entzündungsfördernder Gene auslöst 

(RHEN und CIDLOWSKI, 2005b; DE BOSSCHER et al., 2014) . 

Mittlerweile gilt es allerdings als bewiesen, dass auch die Dimerisierung 

unabdingbar für die antiinflammatorische Wirkung ist  (HÜBNER et al., 

2015). Eine andere Form des GR liegt membrangebunden vor und beeinflusst 

vorrangig den mitogen-activated protein kinase (MAPK) Signalweg, der 

wiederum weitere Regulationsmechanismen ermöglicht (SUYEMITSU und 

TERAYAMA, 1975; BARTHOLOME et al., 2004) . Neben den 

rezeptorassoziierten Mechanismen können GK auch mit Plasmamembranen 

Abbildung 1: Exogene GK (rot) vermindern Proliferation 

und Differenzierung von Osteoblasten und induzieren 

Apoptose in Osteoblasten und Osteozyten über 

Beeinflussung des RANKL/OPG-Verhältnisses, sowie des 

Wnt-Signalweges. Sie hemmen auch die Differenzierung 

von Osteoklasten, verlängern aber deren Lebensspanne. Aus 

Ahmad M, Hachemi Y, Paxian K, Mengele F, Koenen M, 

Tuckermann J. A Jack of All Trades: Impact of 

Glucocorticoids on Cellular Cross-Talk in 

Osteoimmunology. Front Immunol 2019; 10: 2460 

(AHMAD et al., 2019). 
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interagieren und deren Funktion beeinflussen  (ORCHINIK et al., 1991; 

BARTHOLOME et al., 2004). Über diese Wirkungsmechanismen greifen sie 

z.B. in den Calciumhaushalt ein, regulieren den Sexualsteroid-Hormon-

status und führen zu verstärkter Muskelatrophie  (KLEIN et al., 1977; BIKLE 

et al.,  1993; SATO et al., 2017). Diese Effekte leisten ihren Beitrag zur 

Entstehung einer GIO, doch sind es wohl die direkten Einflüsse auf die 

Knochenhomöostase, die den rapiden Abbau von Knochensubstanz 

bedingen.  

1.1.1 Einfluss von GK auf Osteoblasten 

Die Applikation hoher exogener GK-Dosen führt zu verringerter 

Proliferation und Differenzierung sowie zur Apoptose reifer Osteoblasten, 

vermittelt über den monomeren GR und unter Beeinflussung des 

Transkriptionsfaktors Runt-related transcription factor 2 (Runx2) 

(WEINSTEIN et al., 1998; RAUCH et al., 2010a; MORIMOTO et al., 2017) . 

Weiterhin lenken hohe GK Dosen die Differenzierung mesenchymaler 

Vorläuferzellen durch eine gesteigerte Expression der peroxisome-

proliferator activator gamma 2 (PPAR2) und CCAAT/enhancer binding 

protein alpha (C/EBP) Signalwege in Richtung der adipogenen Linie und 

reduzieren so die Zahl an ausdifferenzierten Osteoblasten (LI et al., 2013; 

CONTADOR et al., 2015). Zusätzlich hemmen GK den wichtigen 

osteoanabolen wingless int-1 (Wnt) Signalweg (Abbildung 1), indem sie die 

Degradation der Wnt-Aktivatoren beta-Catenin und T-cell factor/lymphoid 

enhancer factor (TCF/LEF) stimulieren und zu erhöhter Expression der Wnt-

Inhibitoren dickkopf-related protein 1 (DKK1) und secreted frizzled-related 

protein 1 (SFRP1) beitragen (SMITH und FRENKEL, 2005; WANG et al.,  

2005; WANG et al.,  2008). Neben diesen osteoblastenspezifischen Effekten 

hemmen GK auch die Osteoprotegerin (OPG) Expression, stimulieren 

dessen Antagonisten RANKL und lösen so ein Ungleichgewicht im 

RANKL/OPG-Verhältnis aus (Abbildung 1) (HOFBAUER et al., 1999). Dies 

führt zu einer vermehrten Osteoklastenaktivierung und steigert so zusätzlich 

die verheerenden Effekte auf den Knochen.  
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1.1.2 Einfluss von GK auf Osteoklasten 

Neben den pro-apoptotischen Effekten auf Osteoblasten und deren 

Vorläuferzellen lösen GK auch in den Vorläuferzellen der Osteoklasten  

Apoptose aus (Abbildung 1) (WEINSTEIN et al., 2002). Im Gegensatz zu 

den Osteoblasten verlängern sie jedoch die Lebenszeit reifer Osteoklasten 

und nehmen damit direkten Einfluss auf das Verhältnis von Knochenauf- 

und -abbau zugunsten des Abbaus (JIA et al., 2006). Zusätzlich erhöhen sie 

über eine erhöhte RANKL-Expression die Osteoklastenaktivität 

und -differenzierung (HOFBAUER et al., 1999) und verändern deren 

normalerweise intermittierende Resorptionsaktivität hin zu einer 

kontinuierlichen, sodass schneller mehr Knochen abgebaut wird (SØE und 

DELAISSÉ, 2010). 

1.1.3 Einfluss von GK auf Osteozyten 

Osteozyten sind die Mechanosensoren des Knochens   (CROCKETT et al.,  

2011). Sie liegen eingebettet in Lakunen in der Knochenmatrix vor , stehen 

über dendritische Prozesse miteinander in Verbindung (PALUMBO et al.,  

1990; BENO et al., 2006) und greifen über die Expression von RANKL und 

OPG aktiv in die Knochenhomöostase ein (NAKASHIMA et al., 2011; 

WIJENAYAKA et al., 2011; XIONG et al., 2011) . Sie regulieren die 

Osteoblastogenese über die Sekretion der Wnt Inhibitoren Sclerostin  

(WINKLER et al., 2003) und DKK1 (LI et al., 2006) sowie über die 

Aktivatoren Stickstoffmonoxid (NO) und Prostaglandin E2 (PGE2) 

(BAKKER et al., 2001). Hohe GK-Dosen verstärken die Expression der 

Inhibitoren und greifen auch über diesen Weg negativ in die Differenzierung 

der Osteoblasten ein  (Abbildung 1). Des Weiteren induzieren GK Apoptose 

in den Osteozyten und hemmen damit zusätzlich auch die osteoanabolen 

Effekte der Mechanotransduktion (JILKA et al., 2013). Interessanterweise 

führen niedrige, eher physiologische Dosen zu einer verstärkten Autophagie 

und damit Protektion der Zellen (JIA et al., 2011).  

Zusammenfassend ist herauszustellen, dass die Applikation höherer GK 

Dosen die empfindliche Knochenhomöostase stört und zu einem massiven 

Knochenabbau durch stark erhöhte Resorption bei einer gleichzeitig 

verminderten Knochenneubildung führt.  
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1.2 Pharmakotherapie der GIO 

Der GK vermittelten Knochen-

resorption kann medikamentös im 

Wesentlichen auf zwei verschiedene 

Arten entgegengewirkt werden. Die 

antiresorptive Therapie greift an der 

überschüssigen Aktivität der 

knochenabbauenden Osteoklasten 

an, während die osteoanabole 

Therapie auf den Aufbau der 

Knochensubstanz durch Stärkung 

der knochenaufbauenden Osteo-

blasten abzielt.  Es ist ratsam, die 

Pharmakotherapie durch Dosis-

reduktion, Supplementation von 

Mineralstoffen und Vitaminen sowie 

Änderung der Lebensumstände zu 

unterstützen (LEIPE et al., 2021). Auch eine eventuell auftretende GK-

induzierte Hyperglykämie steigert das Frakturrisiko und sollte entsprechend 

behandelt werden (COMPSTON, 2018a). Nutritiv sollten vor allem Calcium 

und Vitamin D supplementiert werden, denn die gemeinsame Applikation 

von 1000 mg/Tag Calcium mit 50.000 I.E. Vitamin D kann den GK-

induzierten Knochenmasseverlust anfänglich reduzieren (ADACHI et al., 

1996). Eine zusätzliche Supplementierung von Vitamin K2 begünstigt die 

Calciumaufnahme in den Knochen (KIDD, 2010). Obgleich keine klinischen 

Studien zur nutritiven Supplementation während der Frakturheilung unter 

GK-Therapie existieren, zeigt sich eine adäquate Calcium- und Vitamin D-

Versorgung zumindest während der postmenopausalen Osteoporose als 

förderlich für die Knochenregeneration (FISCHER et al., 2017). Im 

Folgenden sollen die derzeit klinisch relevanten Pharmaka zur Behandlung 

der GIO dargestellt werden. 

1.2.1 Antiresorptiva – Bisphosphonate 

Bisphosphonate (BP) sind die am weitesten verbreiteten  Medikamente zur 

Behandlung der überschießenden osteoklastenbedingten Knochenresorption. 

Abbildung 2: Pharmazeutika zur Behandlung der 

GIO wirken entweder antiresorptiv 

(Bisphosphonate, Denosumab) und hemmen die 

Aktivität der Osteoklasten oder osteoanabol 

(Teriparatid, Romosuzumab) und stimulieren die 

Aktivität der Osteoblasten. Aus Kobza AO, Herman 

D, Papaioannou A, Lau AN, Adachi JD. 

Understanding and Managing Corticosteroid-

Induced Osteoporosis. Open Access Rheumatol 

2021; 13: 177-90 (KOBZA et al., 2021). 
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Sie binden irreversibel an den Knochen, werden so im Zuge des 

Resorptionsprozesses von den Osteoklasten aufgenommen und induzieren 

Apoptose (Abbildung 2) (MÖNKKÖNEN et al., 2001; ROELOFS et al.,  

2006). Weiterhin ist beschrieben, dass BP Osteoblasten vor GK-induzierter 

Apoptose schützen und somit möglicherweise auch an diesem Punkt dem 

Knochenabbau entgegenwirken (WEINSTEIN et al., 2002). Oral applizierte 

BP wie Etidronat, Alendronat oder Risedronat stabilisieren bei gleichzeitig 

niedrigen Behandlungskosten verlässlich die Knochenmineraldichte und 

stehen an erster Stelle zur Behandlung der GIO (ADACHI et al., 1997; 

SAAG et al., 1998; COHEN et al., 1999; LEIPE e t al., 2021). Auch bei 

optimaler Darreichung weisen orale BP jedoch eine geringe Absorption auf 

und führen in vielen Fällen zu gastrointestinalen Nebenwirkungen, was die 

Patientencompliance wesentlich reduziert (SIRIS et al., 2016). Eine 

Weiterbehandlung kann dann durch intravenöse Applikation eines 

parenteralen BP wie Zoledronsäure erfolgen, dessen Nebenwirkungen sich 

im Allgemeinen auf Fieber und grippeähnliche Symptome beschränken 

(KUNZMANN et al.,  1999; LI und DAVIS, 2003; ROELOFS et al.,  2009) . 

Schwere Nebenwirkungen während der BP-Therapie treten selten auf und 

umfassen die Osteonekrose des Kiefers und atypische Femur frakturen 

(CAPSONI et al., 2006; SCHILCHER et al., 2011b) . In einer systematischen 

Studie über die Wirksamkeit von BP in der Behandlung der GIO wird ein 

reduziertes Risiko um 43 % in Bezug auf Wirbelkörperfrakturen, sowie 21 % 

bezogen auf nicht-wirbelkörperassoziierte Frakturen beschrieben. 

Außerdem zeigte sich eine Verbesserung der Knochenmasse in der lumbalen 

Wirbelsäule und dem Oberschenkelhals (ALLEN et al., 2016a).  

1.2.2 Antiresorptiva – RANKL-Inhibitor – Denosumab 

GK stimulieren die Osteoklastogenese, indem sie die RANKL-Expression 

verstärken und zu verringerter Expression des Gegenspielers OPG beitragen  

(HOFBAUER et al., 1999). Denosumab ist ein humaner, monoklonaler 

Antikörper gegen RANKL und blockiert auf diesem Weg die verheerenden 

GK-Effekte auf den Knochen (Abbildung 2) (HOFBAUER et al.,  2009). 

Verglichen mit der Wirksamkeit eines Placebos bzw. dem BP Risedronat 

erreicht die Behandlung mit Denosumab während GIO eine signifikant 

verbesserte Knochenmineraldichte  
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(24 Monate nach Behandlungsbeginn: 6,2  % vs. 1,7 % in der 

Lendenwirbelsäule; 3,1 % vs. 0,0 % in der Hüfte), jedoch nur eine mäßige 

Verringerung des Frakturrisikos im Behandlungszeitraum (8,8  % vs. 9,1 %) 

(SAAG et al., 2019). Risiken in der Behandlung bestehen vor allem im 

Absetzen der Therapie. Neben einer Hyperkalziämie (SØLLING et al., 2016)  

ist ein sogenannter ‚Rebound Effekt‘ beschrieben. Hierbei handel t es sich 

um einen rapiden Abfall der Knochenmasse nach Absetzen des 

Medikaments, der sich im schlimmsten Fall in Wirbelkörper - bzw. 

Oberschenkelhalsfrakturen manifestiert (LAMY et al., 2017; MCCLUNG et 

al., 2017). Um diesen Effekt zu erkennen und rechtzeitig entgegenzuwirken, 

soll nach Empfehlung der European Calcified Tissue Society eine 

Reevaluation nach spätestens fünf Jahren erfolgen und bei 

Hochrisikopatienten eine alternative, antiresorptive Behandlung 

angeschlossen werden (TSOURDI et al., 2017).   

1.2.3 Osteoanabolika – Parathormon Analogon – Teriparatid 

Ein ganz anderer Ansatz zur Stabilisierung der Knochenmasse unter GK-

Therapie ist die Stimulation der Osteoblastogenese, um dem Knochenabbau 

mit verstärktem Aufbau entgegenzuwirken. Einer der ersten Ansätze für ein 

solches Medikament war die pharmazeutische Anwendung des 

Nebenschilddrüsenhormons Parathormon (PTH). Vor ungefähr 90 Jahren 

wurde das erste Mal der osteoanabole Einfluss des PTH auf den Knochen 

beschrieben (SELYE, 1932). In den USA wurde 2002 erstmals eine 

rekombinante Form des Hormons, das Teriparatid , als Medikament zur 

Behandlung der Osteoporose zugelassen. In einer ersten klinischen Studie 

mit Patienten, die unter GIO litten, konnte gezeigt werden, dass das 

rekombinante PTH 1-34 die negativen Effekte einer GIO aufheben kann 

(Abbildung 2) (LANE et al.,  1998). Weitere randomisierte, klinische Studien 

haben Teriparatid mit einem BP verglichen und zeig ten eine signifikante 

Verbesserung der Knochenmineraldichte in der lumbalen Wirbelsäule und 

Hüfte sowie eine verringerte Inzidenz für Wirbelkörperfrakturen (SAAG et 

al., 2007; SAAG et al., 2009; DEVOGELAER et al., 2010; GLÜER et al., 

2013). Die wesentliche Hürde für eine breite Verwendung von Teriparatid 

stellt der hohe Preis im Vergleich zu anderen, vor allem antiresorptiven 

Pharmaka dar. Als Nebenwirkungen sind zentralnervöse Störungen wie 
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Kopfschmerzen, Müdigkeit und Benommenheit sowie in sehr seltenen Fällen 

die Bildung von Osteosarkomen beschrieben (HARPER et al., 2007; 

SUBBIAH et al., 2010), was die U.S. Food & Drug Administration (FDA) 

dazu veranlasste, eine Anwendungszeit von nicht mehr als zwei Jahren zu 

empfehlen (U.S. FOOD & DRUG ADMINISTRATION, 2009) . Im 

Zwischenbericht einer 15-Jahresstudie konnte nach den ersten sieben Jahren 

allerdings kein kausaler Zusammenhang zwischen einer Teriparatid-

Behandlung und der Bildung von Osteosarkomen festgestellt werden 

(ANDREWS et al., 2012).  

1.2.4 Osteoanabolika – Sklerostin Inhibitor – Romosuzumab 

Ein anderer osteoanaboler Ansatz ist die Beeinflussung des Wnt-

Signalwegs. Wnt fungiert als Ligand für einen Rezeptorkomplex , an dessen 

Ende eine Reihe von Genen stehen, die zur Aktivierung und Differenzierung 

von Osteoblasten beitragen und damit einen essentiellen Einfluss auf die 

Knochenbildung haben. Sklerostin wirkt als Inhibitor dieses wichtigen 

Signalweges und damit als Upstream-Inhibitor der Osteoblastogenese 

(CANALIS, 2013). Eine Mutation im Sklerostin-Gen SOST resultiert in der 

Erkrankung Sklerostose bzw. dem Van-Buchem-Syndrom. Sie sind von 

einem pathologisch starken Anstieg der Knochenmineraldichte 

gekennzeichnet, der sich in einer Osteosklerose des Schädels und der 

Schädelkalotte sowie einer Syndaktylie manifestiert (SEBASTIAN und 

LOOTS, 2018). Das Interesse für einen therapeutischen Nutzen entstand, 

nachdem Li et al. in einer SOST defizienten Mauslinie eine Zunahme der 

Knochenmasse über 50 % und eine über 9-fach höhere 

Knochenformationsrate beobachtet hatten (LI et al., 2008). Romosuzumab 

ist ein monoklonaler Antikörper mit starker Affinität zu Sklerostin . Er 

bindet den Wnt-Inhibitor und hemmt dessen Aktivität, was  zu einer 

signifikant verstärkten Osteogenese, Knochenmineraldichte  und 

schlussendlich Knochenstärke führt (Abbildung 2) (PADHI et al., 2011). 

Derzeitige Phase-2- und Phase-3-Studien zur Behandlung der 

postmenopausalen Osteoporose zeigen eine bis zu 75 % geringere Inzidenz 

für Wirbelkörperfrakturen (MCCLUNG et al.,  2014; COSMAN et al., 2016; 

LANGDAHL et al., 2017). Saag et al. beobachteten während der Therapie 

vermehrt kardiovaskuläre Nebenwirkungen (SAAG et al.,  2017). Obwohl 
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derzeit noch keine Studien zu GIO vorliegen , ist die Verstärkung des Wnt-

Signalweges auch hier ein vielversprechendes Target.  

2. Die Frakturheilung 

Die Frakturheilung lässt sich im Wesentlichen in die primäre  oder direkte 

und die sekundäre oder Kallus-Heilung, die endochondrale und 

intramembranöse Knochenbildung umfasst,  unterteilen (MARSELL und 

EINHORN, 2011). Bei der intramembranösen Ossifikation gehen 

knochenbildende Osteoblasten direkt aus mesenchymalen Stammzellen 

hervor und bilden Knochenmatrix (THOMPSON et al., 2002). Die 

endochondrale Ossifikation läuft über eine Zwischenstufe ab, bei der ein 

weicher, knorpeliger Kallus gebildet wird, der als Gerüst für die spätere 

Synthese von Knochenmatrix 

dient (HU et al.,  2017). In der 

Literaturübersicht dieser 

Dissertation wird lediglich auf  die 

sekundäre Frakturheilung 

eingegangen, da die Mehrzahl der 

klinisch auftretenden Frakturen 

auf diese Weise heilen und ein 

Frakturmodell für die 

Kallusheilung verwendet wurde 

(RÖNTGEN et al., 2010). Die 

sekundäre Frakturheilung läuft in 

fünf ineinander übergehenden 

Phasen ab und wird im Folgenden 

kurz beschrieben (BAHNEY et al.,  

2019).  

2.1 Hämatombildungsphase 

Das initiale Trauma führt zur Verletzung von Gefäßen und Kapillaren, 

wodurch es lokal zum Austritt von peripherem und intramedullärem Blut 

kommt. Durch die einsetzende Koagulation formt sich ein Hämatom, das die 

Frakturenden verschließt und weiteren Blutfluss unterbindet  (Abbildung 3) 

(MA et al., 2019). Ein frühes, bis zu vier Tage altes Hämatom ist 

Abbildung 3: Der initialen Fraktur (A) folgt die 

Bildung eines Frakturhämatoms (B). Aus dem 

Hämatom werden Chemokine freigesetzt und es 

kommt lokal zur Inflammation (C). Nach Abklingen 

der Entzündungsreaktion wandern MSCs ein und 

bilden ein weiches Kallusgerüst (D). Anschließend 

kommt es zur Formation von Geflechtknochen, 

vorwiegend durch endochondrale Ossifikation (E). 

Final erfolgt ein Remodeling von Geflecht- zu 

Lamellenknochen (F). Aus Bahney CS, Zondervan RL, 

Allison P, Theologis A, Ashley JW, Ahn J, Miclau T, 

Marcucio RS, Hankenson KD. Cellular biology of 

fracture healing. J Orthop Res 2019; 37: 35-50 

(BAHNEY et al., 2019). 
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unabdingbar für eine funktionierende Fraktur heilung, weist aber noch kaum 

osteoinduktive Eigenschaften auf (GRUNDNES und REIKERÅS, 1993; 

PARK et al., 2002). Ein älteres Hämatom hingegen enthält erste 

eingewanderte mesenchymale Stammzellen (MSC) und ze igt osteoinduktive 

Eigenschaften (MIZUNO et al., 1990; OE et al., 2007) . Die Differenzierung 

der MSCs wird maßgeblich durch die metabolischen Bedingungen, 

beispielsweise die Sauerstoffsättigung, bestimmt  (BURKE et al., 2013). Im 

frakturierten Knochen kommt es bis zu sieben Tage nach dem Trauma zu 

einem bis zu 50 % reduzierten Blutfluss (GRUNDNES und REIKERÅS, 

1992). Die so entstandene Hypoxie bedingt eine Differenzierung von 

Osteochondroprogenitorzellen in Richtung der chondrogenen Linie und 

begünstigt die endochondrale Ossifikation (BURKE et al., 2013). Normoxie 

hingegen vermindert die chondrogene Differenzierung der MSCs, hemmt 

damit die endochondrale Heilung und unterstützt  die intramembranöse 

Ossifikation (BURKE et al., 2013). Während der Hämatombildung kommt 

es zu einer Ausschüttung einer Vielzahl an Immunzellen und Mediatoren, 

die die Inflammationsphase initiieren.  

2.2 Inflammationsphase  

Ein funktionierendes Immunsystem ist essentiell für den 

Frakturheilungsprozess (RAPP et al.,  2016). Das initial gebildete Hämatom 

entfaltet eine chemotaktische Wirkung und rekrutiert durch Freisetzung 

diverser Zytokine, wie zum Beispiel dem Tumornekrosefaktor-

alpha (TNF), Interleukin-1 (IL-1) RANKL oder dem monocyte 

chemoattractant protein-1 (MCP-1) Zellen des Immunsystems zum Ort der 

Fraktur (Abbildung 3) (KON et al., 2001; CHU et al., 2014). Die erste Welle 

der zellulären Antwort bilden neutrophile Granulozyten, die nach kurzer 

Zeit durch Makrophagen unterstützt bzw. ersetzt werden (ANDREW et al.,  

1994; CHUNG et al.,  2006). Ihre Funktion ist zunächst das Wund-

Debridement und der Abtransport von zellulärem Detritus. Weiterhin setzen 

vor allem Makrophagen eine Vielzahl von Zytokinen frei und beeinflussen 

damit Chemotaxis, Vaskularisation und letztendlich den Erfolg der 

Frakturheilung (WU et al., 2013). Die ersten detektierbaren Faktoren sind 

die Wachstumsfaktoren fibroblast growth factor  (FGF), platelet derived 

growth factor (PDGF) und transforming growth factor beta  (TGF-β) 
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(BARNES et al.,  1999), gefolgt von IL-1, 6 und dem 

granulocyte-macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF) (EINHORN 

et al., 1995). Sie spielen zusammen mit TNF  eine wesentliche Rolle in der 

Differenzierung von Osteoprogenitorzellen, der Proliferation von 

Osteoblasten sowie der Kollagensynthese (RODAN, 1998; PRYSTAZ et al., 

2018; PFEIFFENBERGER et al., 2021).  

Neben der zellulären Immunantwort spielt auch die humorale Komponente, 

vor allem das Komplementsystem, eine wesentliche Rolle in der 

Frakturheilung (IGNATIUS et al., 2011). Mäuse mit einer Defizienz in den 

Schlüsselmolekülen C3 und C5 zeigen eine beeinträchtigte Frakturheilung , 

wobei dieser Effekt vor allem auf die Komplementkomponente C5 

zurückzuführen ist (EHRNTHALLER et al., 2013). Der Rezeptor C5 

anaphylatoxin chemotactic receptor 1 (C5aR1) ist ebenfalls notwendig für 

eine funktionierende Frakturheilung, da ein Knockout zu einer 

insuffizienten Knorpel-Knochen-Transformation und damit zu einer 

verzögerten Frakturheilung führt (KOVTUN et al., 2017). 

Interessanterweise kann die pharmakologische Antagonisierung des 

Rezeptors die überschießende Immunreaktion während eines schweren 

Traumas regulieren und die Beeinträchtigung der Frakturheilung aufheben 

(RECKNAGEL et al., 2012).  

Den Abschluss der Inflammation bildet eine IL-6 vermittelte Umwandlung 

von M1- zu M2-Makrophagen, die zum Abklingen der Inflammation führt 

und den Übergang in die fibrovaskuläre Phase initiiert  (MAUER et al.,  

2014).   

2.3 Fibrovaskuläre Phase 

Sobald die inflammatorischen Prozesse abklingen, rückt die 

Wiederherstellung einer intakten Gefäßversorgung in den Vordergrund. Sie 

ist unabdingbar für den Abtransport zellulärer Abfallprodukte und der 

Perfusion des Frakturkallus mit Sauerstoff  (LU et al.,  2006). Um die 

Blutversorgung wiederherzustellen, sprießen Kapillare entweder aus 

anderen intakten Blutgefäßen aus (Angiogenese) oder werden de novo durch 

Endotheliale Progenitorzellen (EPC) gebildet (Vaskulogenese) (ISNER und 

ASAHARA, 1999). Die Ursprünge der Vorläuferzellen sind vielfältig und 
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umfassen u.a. das Periosteum (YUASA et al., 2014), das Knochenmark 

(MATSUMOTO et al., 2008) oder frei zirkulierende EPCs (TEPPER et al.,  

2005). Sowohl Angio- als auch Vaskulogenese werden entscheidend über die 

Expression des vascular endothelial growth factor (VEGF) reguliert 

(JAKEMAN et al., 1993). Mäuse, die mit einem VEGF-Inhibitor behandelt 

werden, zeigen eine stark beeinträchtigte Frakturheilung (JACOBSEN et al.,  

2008), während die Applikation von rekombinantem VEGF die 

Knochenheilung signifikant verbessert (ECKARDT et al., 2005). Die 

Revaskularisierung bringt eine Invasion von MSCs aus Periosteum, 

Endosteum und Knochenmark mit sich, die nischenspezifisch chondrogene 

und osteogene Einflüsse auf die Frakturheilung haben  (Abbildung 3) 

(COLNOT, 2009). Die molekulare Regulation der MSC Rekrutierung obliegt 

verschiedenen Zytokinen, besonders aber dem stromal cell-derived factor-1 

(SDF-1) und dessen Rezeptor SDF-1-receptor (SDF-1-R) (KITAORI et al., 

2009). Eine Inhibition des Faktors oder dessen Rezeptors führt zu einer 

gehemmten MSC-Chemotaxis und beeinträchtigter Knochenbildung 

(KITAORI et al., 2009), während die Applikation von SDF-1 einen 

stimulierenden Effekt auf die Frakturheilung zeigt (LI et al., 2011).  

Während des Prozesses der endochondralen Ossifikation bilden besonders 

die Periosteum-assoziierten MSCs die Grundlage der SRY-Box 

Transcription Factor 9 (Sox9) positiven Chondrozyten, die über Synthese 

von Kollagen 2 (BELL et al., 1997; LEFEBVRE et al., 1997)  und Aggrecan 

(HAN und LEFEBVRE, 2008) den weichen Frakturkallus als avaskuläres, 

knorpeliges Gerüst formen (Abbildung 3) (HATTORI et al., 2010).  

2.4 Knochenbildungsphase 

Zu Beginn der Knochenbildungsphase vollziehen Sox9-positive 

Chondrozyten ihre terminale Differenzierung und erreichen durch eine 

massive Volumenvergrößerung einen hypertrophen Zustand (COOPER et 

al., 2013; HU et al., 2017). Hypertrophe Chondrozyten sind hochgradig 

angiogen und führen erneut zu einer VEGF-vermittelten Revaskularisierung 

des Kallus (GERBER et al., 1999; COLNOT und HELMS, 2001) . In diesem 

Zustand verlieren die Chondrozyten ihr Sox9-Expressionsprofil, was die 

Repression der osteoinduktiven Faktoren Runx2 und ß-Catenin aufhebt (DY 

et al., 2012) und die Expression osteogener Promotoren wie Osterix, 
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Osteopontin und Osteocalcin anregt (GERSTENFELD und SHAPIRO, 

1996). In Konsequenz kommt es zur Kalzifizierung des Kallusgerüsts und 

Bildung von Geflechtknochen durch Transdifferenzierung hypertropher 

Chondrozyten zu Osteoblasten und Osteozyten (Abbildung 3) 

(GERSTENFELD et al., 2002; YANG et al.,  2014a; YANG et al., 2014b; 

LUI et al., 2019). 

Ein anderes Modell (KRONENBERG, 2003) erklärt die endochondrale 

Knochenneubildung beginnend mit der Apoptose hypertropher 

Chondrozyten. In den so entstandenen Leerräumen siedeln sich 

Osteoprogenitorzellen an, die durch die Revaskularisierung in den Kallus 

migriert sind. Dort angekommen differenzieren sie zu Osteoblasten und 

beginnen mit der Synthese von Geflechtknochen, sodass es zu ein er 

sukzessiven knöchernen Durchbauung des knorpeligen Kallus kommt  

(KRONENBERG, 2003). 

Beide Modelle haben ihre Berechtigung und auch die Migration 

osteoblastärer Progenitorzellen ist beschrieben  (MAES et al., 2010). 

Vermutlich existieren beide Mechanismen nebeneinander.  

2.5 Remodelingphase 

Im letzten Schritt der Frakturheilung wird der provisorisch gebildete 

Geflechtknochen in einen stabilen, maturen Lamellenknochen umgewandelt.  

Dieser Prozess ähnelt dem physiologischen Knochenremodelling und ist im 

Wesentlichen durch die Aktivität der Osteoklasten bestimmt , die in enger 

Verbindung mit den Osteoblasten in einer sogenannten ‚basic multicellular 

unit‘ (BMU) arbeiten (FROST, 1990). Die BMU definiert einen engen 

Bereich, an dessen Beginn der osteoklastengesteuerte Knochenabbau und an 

dessen Ende der osteoblastengesteuerte Knochenaufbau stattfindet 

(HATTNER et al., 1965). Zu Beginn werden Osteoklasten-Progenitorzellen 

zur Knochenoberfläche rekrutiert und aktiviert , was im Wesentlichen durch 

RANKL und monocyte/macrophage colony-stimulating factor (M-CSF) 

induziert und durch TNF,  IL1 und Notch2 reguliert wird (YOSHIDA et al., 

1990; LAM et al., 2000; FUKUSHIMA et al., 2008; JULES et al., 2012) . Am 

Knochen angekommen beginnen die Osteoklasten mit der Resorption.  Sie 

formen einen Faltensaum und schließen den Bereich um ihre 
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Resorptionslakune mit einer sogenannten ‚sealing zone‘ ein (VÄÄNÄNEN 

et al., 2000). In der so gebildeten Howship-Lakune erfolgt die 

Demineralisierung der Knochenmatrix über ein saures Milieu, das über eine 

vakuoläre Protonenpumpe hergestellt wird (BLAIR et al., 1989). Die 

verbliebene Kollagenmatrix wird anschließend von Proteasen  aus der 

Familie der Matrix-Metalloproteasen (MMP) und Cathepsin K degradiert 

(DELAISSÉ et al., 2003). Das finale Schicksal des Osteoklasten ist die 

Apoptose, was zum Ende des Resorptionsprozesses führ t (XING und 

BOYCE, 2005). Der Abbau der Matrix sowie die Apoptose der Osteoklasten 

setzen wiederum osteoinduktive Faktoren frei und koppeln den 

Knochenabbau eng mit dem Aufbau von Lamellenknochen in den 

Resorptionslakunen (Abbildung 3) (SIMS und MARTIN, 2014). 

3. Frakturheilung unter GK-Therapie 

Bisher ist klinisch sehr wenig über die Frakturhe ilung unter GK-Einfluss 

bekannt. Studien beschränken sich im Wesentlichen auf das Risiko , eine 

Fraktur zu erleiden und weniger auf die anschließende Heilung. Präklinische 

Studien beschreiben einen negativen Einfluss auf die Frakturheilung sowohl 

in Mäusen (SANDBERG und ASPENBERG, 2015; LIU et al.,  2018), als 

auch in Ratten (NEWMAN et al.,  1987) und Kaninchen (LYRITIS et al.,  

1975; WATERS et al., 2000). In den analysierten Tiermodellen ist die 

Knorpel-Knochen-Transformation und damit die Formation neuen, 

qualitativ hochwertigen Knochens gestört. Dies resultiert in schlechteren 

biomechanischen Eigenschaften der Frakturkalli und schlussendlich in einer 

schlechteren Frakturheilung. Die molekularen Mechanismen der 

kompromittierten Frakturheilung sind bisher allerdings weitestgehend 

unklar. 

Die genannten Studien zeigen konsistent, dass exogen applizierte GK einen 

negativen Einfluss auf die Frakturheilung haben. Die Rolle physiologisch 

vorkommender, endogener GK wurde bisher nur in wenigen Studien 

untersucht. Unsere Arbeitsgruppe konnte zeigen, dass ein globaler, 

induzierbarer Knockout des GR zu einer verzögerten Frakturheilung führt.  

Ursächlich hierfür waren eine überschießende Immunantwort und eine 

gestörte Knorpel-Knochen-Transformation (RAPP et al., 2018). 
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Zellspezifische Knockouts des GK-Signalwegs zeigen, dass eine 

osteoblastenspezifische Deletion keinen Einfluss auf die 

Knochenregeneration hat (WEBER et al., 2010), wohl aber eine 

chondroblastenspezifische (TU et al., 2014). Die antiinflammatorischen 

GK-Effekte werden maßgeblich über die Dimerisierung des GR vermittelt.  

Wir konnten zeigen, dass eine beeinträchtigte Dimerisierung des GR keinen 

signifikanten Einfluss auf die Frakturheilung hat , in einem Modell der 

Hyperinflammation (Fraktur kombiniert mit Thoraxtrauma)  jedoch die 

Immunantwort signifikant reduziert und damit die kompromittierte 

Frakturheilung verbessert (HACHEMI et al., 2021).  

Zusammenfassend zeigen diese Studien, dass endogene GK notwendig für 

eine funktionierende Frakturheilung sind, indem sie Inflammation und 

Knorpel-Knochen-Transformation modulieren. Strapaziert man dieses 

filigrane Gleichgewicht jedoch durch Zufuhr exogener GK weit oberhalb der 

physiologischen Konzentrationen, wird die Frakturheilung schwer 

beeinträchtigt. Patienten, die längere Zeit auf exogene GK angewiesen sind, 

benötigen deshalb pharmakologische Therapien, um den negativen Effekten 

auf den Knochen und dessen Heilung nach Frakturen entgegenzuwirken.  

4. Identifikation eines neuen osteoanabolen Targets – Die 

Cdk 5  

Die Behandlung osteoporotischer Erkrankungen findet  wie beschrieben im 

Wesentlichen durch Antiresorptiva statt. Sie stellen eine zuverlässige 

Möglichkeit dar, die Knochenmasse zu stabilisieren und das Frakturrisiko 

zu senken, können verlorene Knochenqualität aber nur unwesentlich 

wiederherstellen. Eine Alternative sind Osteoanabolika, die dem erhöhten 

Knochenabbau durch eine gesteigerte Osteoblastenproliferation 

und -differenzierung entgegenwirken. Die derzeit vielversprechendsten 

Wirkstoffe Teriparatid und Romosuzumab zeigen in ersten Studien eine 

überlegene Regenerationskapazität, bringen allerdings das wenn auch 

geringe Risiko von Osteosarkomen sowie hohe Produktionskosten bei 

geringer Produktstabilität mit sich (SUBBIAH et al., 2010; LYU, 2017). Des 

Weiteren sind Ergebnisse bezüglich Verbesserungen in der 

Knochenregeneration kontrovers und in Bezug auf Romosuzumab wenig 
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erfolgsversprechend (SHI et al., 2016; BHANDARI et al.,  2020; 

SCHEMITSCH et al., 2020; GORTER et al., 2021; NIEVES et al., 2021) .  

Die Identifikation neuer pharmakologischer Targets mit osteoanaboler 

Wirkung stellt also ein wesentliches Ziel in der Erforschung der Osteoporose 

und Knochenregeneration dar.  

4.1 In-vitro-Identifikation von Suppressoren der Osteoblasten-

differenzierung 

Eine Möglichkeit, die Osteoblastogenese zu steigern, ist das 

pharmakologische Targetting osteoblastärer Suppressoren. Die Grundlage 

dieser Dissertation bilden Ergebnisse eines auf small interfering RNA 

(siRNA) basierenden Screeningverfahrens, das über einen neuartigen Ansatz 

die Möglichkeit zur Identifikation wesentlicher Suppressoren bietet  

(AHMAD et al., 2018). 

Neonatale Osteoblasten aus der  Schädelkalotte wurden hierfür mit siRNAs 

gegen wesentliche Regulatoren der Osteoblastogenese transfiziert und 

anschließend osteogen differenziert  (Abbildung 4) (JONASON und 

O'KEEFE, 2014). Anschließend wurde ein high-content Screening-

Verfahren genutzt (KROLL et al.,  2016), um über die Identifikation eines 

der wesentlichen Markerproteine des differenzierten Osteoblasten, der 

Alkalischen Phosphatase (Alp) (VIMALRAJ, 2020), die Differenzierung zu 

quantifizieren (Abbildung 4).  

Abbildung 4: Primäre Osteoblasten werden mit siRNA gegen bekannte Regulatorgene der Osteoblasten-

differenzierung transfiziert und osteogen differenziert. Der Knockdown eines Aktivators führt zu 

verringerter, der Knockdown eines Suppressors zu gesteigerter Alp-Aktivität. Die Quantifizierung der 

Aktivität erfolgt kolorimetrisch. Aus Ahmad M, Kroll T, Jakob J, Rauch A, Ploubidou A, Tuckermann 

J. Cell-based RNAi screening and high-content analysis in primary calvarian osteoblasts applied to 

identification of osteoblast differentiation regulators. Scientific Reports 2018; 8: 14045 (AHMAD et al., 

2018). 
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Final erfolgte eine computergestützte Analyse der Färbeintensitäten. So 

konnten 320 potentielle Regulatoren der Osteoblastogenese auf ihre 

Funktion hin untersucht und fünf potentielle Suppressoren identifiziert 

werden (AHMAD et al., 2018). Die Cdk5 stellt als einer dieser Inhibitoren 

einen bislang vollkommen unbekannten Regulator der 

Osteoblastogenese dar.  

4.2 Die Rolle der Cdk5 im Organismus  

Die Cdk5 bzw. Cdc2-like kinase (Nclk) wurde 1992 erstmals von Hellmich 

und Kollegen entdeckt und ein Jahr später als Cdk5 beschrieben 

(HELLMICH et al., 1992). Im Gegensatz zu allen anderen Zyklin-

abhängigen Kinasen ist sie nicht direkt am Zellzyklus beteiligt, kann aber 

verschiedene Komponenten modulieren (CHANG et al., 2012). Weiterhin 

wird die Cdk5 nicht über eine Zyklinstruktur aktiviert, sondern durch 

Bindung der Proteine p35 und p39 (LEW et al., 1994; TANG et al., 1995) . 

Ihre pharmakologische Inhibition mit dem kleinen Molekül Roscovitin stellt 

für die Behandlung verschiedener Tumorarten (CICENAS et al., 2015) sowie 

der zystischen Fibrose (MEIJER et al.,  2016) und rheumatoiden Arthritis 

(SIEBERT et al., 2020) einen vielversprechenden Therapieansatz dar und 

wird bereits in klinischen Studien erforscht (BENSON et al., 2007; LE 

TOURNEAU et al., 2010). 

Eine Analyse der mRNA-Expression im murinen Gewebe konnte 

herausstellen, dass Cdk5 auch im Knochengewebe eine hohe Expression 

aufweist (DIEZ-ROUX et al., 2011; AHMAD et al.,  2021) . In einem ersten 

Validierungsschritt konnte anschließend gezeigt werden, dass ein siRNA-

Knockdown der Cdk5 in murinen und humanen Osteoblasten zu einer 

erhöhten osteoblastären Differenzierung führt (AHMAD et al.,  2021). 

Weiterhin zeigten Ahmad et al., dass auch in vivo ein 

osteoblastenspezifischer Knockout über ein Cre-loxP-System zu einer 

erhöhten Expression an frühen (Sp7, Alpl) sowie späten (Bglap, Ibsp) 

Markern der Osteoblastogenese und zu einer Zunahme der Knochenmasse 

führt.  
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4.3 Roscovitin als pharmakologisches Target zur Hemmung der 

Cdk5 

Nach der erfolgreichen molekularbiologischen Blockade der Cdk5 sowohl 

in vitro als auch in vivo, wurde auch die Wirkung des pharmakologischen 

Cdk5-Inhibitors Roscovitin überprüft (AHMAD et al., 2021). In ersten 

in-vitro Versuchen an murinen Osteoblasten führte eine Roscovitin  

Applikation zu einer signifikant erhöhten Expression 

osteoblastenspezifischer Differenzierungsmarker. Die anschließende in-vivo 

Verifizierung in der Maus zeigte eine signifikante Erhöhung der 

Osteoblastenzahl und -aktivität in den analysierten Knochen. Dies führte zu 

einer Zunahme des Kochenvolumens im trabekulären wie auch kortikalen 

Knochenkompartiment. Diesen Ergebnissen zugrundeliegend haben wir die 

Frakturheilung in einem murinen Femurfrakturmodell analysiert  und 

konnten auch hier eine signifikante Steigerung der Knochenbildung nach 14 

und 23 Tagen beobachten (AHMAD et al., 2021). 

Zusammenfassend zeigen diese Daten, dass die Hemmung der Cdk5 mit 

Roscovitin einen positiven Effekt auf die Osteoblastogenese hatte, die 

Knochenmasse signifikant erhöhte und die Frakturheilung deutlich 

verbesserte. Damit könnte die Cdk5 ein neues osteoanaboles Target 

darstellen. 

5. Hypothesen 

Im Rahmen dieser Arbeit wurden folgende Hypothesen überprüft:  

1. Die systemische Hemmung der Cdk5 mit deren Inhibitor Roscovitin 

hebt die negativen Effekte einer GIO auf das Skelett auf.  

2. Die Cdk5 Inhibition mit Roscovitin verbessert die Frakturheilung unter 

dem negativen Einfluss einer systemischen GK-Therapie.  
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▪ Krüger BT,  Ahmad M, Steppe L, Haffner-Luntzer M, Lee S, 

Tuckermann J, Ignatius A. Inhibition of cyclin -dependent kinase 5 

improves fracture healing in mice.  3 MuSkITYR Symposium; 08.–
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▪ Krüger BT, Ahmad M, Steppe L, Haffner-Luntzer M, Tuckermann J, 

Ignatius A. Systemic inhibition of cyclin-dependent kinase 5 increases 

fracture healing in mice.  DGOU, DGU & BVOU Deutscher Kongress 

für Orthopädie und Unfallchirurgie Vereinte Vielfalt; 26. -29.10.2021; 

Berlin 20.  
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Inhibition of Cdk5 Ameliorates Skeletal Bone Loss in  

Glucocorticoid-Treated Mice 

 

Benjamin Thilo Krüger , Lena Steppe, Sabine Vettorazzi, Melanie Haffner -

Luntzer, Sooyeon Lee, Ann-Kristin Dorn, Anita Ignatius, Jan Tuckermann 

and Mubashir Ahmad 

 

Abstract: Glucocorticoids (GCs) are widely used to treat inflammatory 

diseases. However, their long-term use leads to glucocorticoid-induced 

osteoporosis, increasing morbidity and mortality. Both anabolic and anti -

resorptive drugs are used to counteract GC-induced bone loss, however, they 

are expensive and/or have major side effects. Therefore, identifying new 

targets for cost-effective, small-molecule inhibitors is essential.  We recently 

identified cyclin-dependent kinase 5 (Cdk5) as a suppressor of osteoblast 

differentiation and showed that its inhibition with roscovitine promoted 

osteoblastogenesis, thus improving the skeletal bone mass and fracture 

healing. Here, we assessed whether Cdk5 knockdown or inhibition could 

also reverse the GC-mediated suppression of osteoblast differentiation, bone 

loss, and fracture healing. We first demonstrated that Cdk5 silencing 

abolished the dexamethasone (Dex)-induced downregulation of alkaline 

phosphatase (Alp) activity, osteoblast-specific marker gene expression 

(Runx2, Sp7, Alpl, and Bglap), and mineralization. Similarly, Cdk5 

inhibition rescued Dex-induced suppression of Alp activity. We further 

demonstrated that Cdk5 inhibition reversed prednisolone (Pred) -induced 

bone loss in mice, due to reduced osteoclastogenesis rather than i mproved 

osteoblastogenesis. Moreover, we revealed that Cdk5 inhibition failed to 

improve Pred-mediated impaired fracture healing. Taken together, we 

demonstrated that Cdk5 inhibition with roscovitine ameliorated GC -

mediated bone loss but did not reverse GC-induced compromised fracture 

healing in mice.  

Keywords: osteoblasts; osteoclasts; osteocytes; bone; cyclin -dependent 

kinase 5; roscovitine; glucocorticoids; glucocorticoid -induced osteoporosis; 

fracture healing 
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1. Introduction 

Glucocorticoids (GCs) are potent anti-inflammatory agents to treat 

inflammatory diseases including rheumatoid arthritis, chronic obstructive 

pulmonary disease, and inflammatory bowel disease [1–5]. However, long-

term GC therapy is associated with glucocorticoid -induced osteoporosis 

(GIO), the most prevalent form of secondary osteoporosis [6,7]. The adverse 

effects of long-term GC therapy on bone increase the risk for fragility 

fractures in a dose-dependent manner, which exacerbates the cause of 

disability and mortality [8,9]. Supraphysiological GC levels reduce bone 

mass primarily by decreasing osteoblast function and bone formation [10–

17]. In addition, high-dose GCs increase the receptor activator of nuclear 

factor kappa-B ligand (RANKL) and reduce osteoprotegerin (OPG) levels, 

thus inducing osteoclastogenesis and bone resorption [14,18,19].  

In addition to their well-known negative effects on bone mass, GCs also 

influence the complex process of bone fracture healing that includes the 

consecutive phases of inflammation, soft and hard callus formation, and 

remodeling until the restoration of the original bone structure and sha pe 

[20]. Recently, endogenous GC signaling was shown to be essential for 

effective bone regeneration [21–23]. However, exogenous treatment with 

supraphysiological GC doses significantly reduces bone formatio n after 

fracture and the quality of the newly formed bone [24–28]. 

Current treatment regimens for GIO include anti -resorptive and 

osteoanabolic drugs, including oral and intravenous bisphosphonates (BPs), 

denosumab, human parathyroid hormone 1–34 (hPTH 1–34), and 

supplementation of calcium and vitamin D [29–37]. Indeed, these treatments 

have proven to ameliorate bone loss in GIO and reduce the burden of GC -

mediated fractures [38–40]. Similarly, BP treatment reversed GC-mediated, 

compromised fracture healing in a pre-clinical study in rats [41]. Contrarily, 

osteoanabolic therapy with hPTH 1–34 failed to improve fracture healing in 

GC-treated mice [42]. Although some anti-osteoporotic drugs show a 

promising outcome in both GC-mediated GIO and impaired fracture healing, 

they either are expensive or have major side effects [43–47]. Therefore, the 

identification of targets for cost-effective, small-molecule inhibitors with 

minimal side effects is of utmost importance.  
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Cyclin-dependent kinase 5 (Cdk5), a member of the proline-directed 

serine/threonine cyclin-dependent kinase family, largely controls a number 

of neuronal functions and is known to be a major player in the pathogenesis  

of neurodegenerative diseases [48–52]. Recently, we identified Cdk5 as a 

strong suppressor of osteoblast differentiation and showed that its inhibition 

with the small-molecule inhibitor, roscovitine, increased bone mass and 

improved fracture healing in skeletally healthy mice [53]. On the basis of 

these observations, we here investigated whether Cdk5 inhibition with 

roscovitine could also reverse GC-induced bone loss and compromised 

fracture healing.  

2. Materials and Methods 

2.1. Isolation of Primary Murine Calvarial Osteoblasts  

Primary calvarial osteoblast isolation was performed using neonatal mouse 

calvaria of 2–5-day-old pups as previously described [54,55]. Briefly, the 

calvariae were isolated in 1 ml digestion solution (0.2%  w/v each of 

collagenase A and dispase II (Roche, Basel, Switzerland)) and incubated at 

37 °C for 10 min at 700 rpm on a shaker. The digestion was performed five 

times, and all but the first supernatant were collected in 15 mL falcons 

containing 500 µL fetal bovine serum (GE Healthcare, Chicago, IL, USA). 

The collected supernatant was centrifuged (252 × g ; 5 min; room 

temperature (RT)), resuspended in 3 mL complete α-minimum essential 

medium (ThermoFisher Scientific, Waltham, MA, USA) and placed in a six -

well plate. Following overnight incubation (37 °C; 5% CO 2), the medium 

was replaced with a fresh medium. The experiments were performed at an 

80% confluency as previously described [53,54]. 

2.2. Small Interfering RNA (siRNA) Transfection  

SMARTpool non-targeting siRNA control (siNT) and Cdk5-specific siRNA 

(siCdk5) were purchased from Horizon Discovery (Waterbeach, UK). The 

transfection was performed using a final concentration of 20 nM siRNA with 

0.125% Lipofectamine RNAiMAX transfection reagent (Life Technologies, 

ThermoFisher Scientific, Waltham, MA, USA), as previously described 

[54]. The siRNA sequences used are listed in Table 1.  
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Table 1. Mouse siRNA sequences used in this study.  

Gene symbol Gene name Gene ID Reverse primer (5′–3′) 

Non-targeting - - 

UAAGGCUAUGAAGAGAUAC 

AUGUAUUGGCCUGUAUUAG 

AUGAACGUGAAUUGCUCAA 

UGGUUUACAUGUCGACUAA 

Cdk5 Cyclin-dependent kinase 5 12568 

GGAGAUCUGUCUACUCAAA 

UAUAAGCCCUACCCAAUGU 

GCAACGUGCUACAUAGGGA 

CAACAUCCUUGGUGAACGU 

2.3. Murine Primary Calvarial Osteoblast Differentiation  

For experiments with primary murine calvarial osteoblasts, the cells were 

seeded at a confluency of 12,000 cells/cm2 . After 48 h, the cells were 

differentiated by adding an osteogenic induction medium (100 µg/mL (+) -

sodium L-ascorbate and 5 mM β-glycerophosphate (Sigma-Aldrich, St. 

Louis, MO, USA)). The osteogenic induction medium was refreshed every 

third day. 

Treatment with roscovitine (0.16 µM) (Selleckchem, Houston, TX, USA) 

was performed in an osteogenic induction medium, as previously described 

[53]. An ethanol vehicle was used at a concentration of 0.01% as a control. 

Treatment with roscovitine was performed every third day until the 

termination of the experiment.  

2.4. PrestoBlue Cell Viability Assay  

Cell viability was tested using the PrestoBlue cell viability reagent (Thermo 

Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) according to the manufacturer’s 

instructions. Briefly, 3.2 mL of the medium were removed from 60 mm 

dishes, followed by the addition of 200 µL cell viability reagent. In parallel, 

in a 96-well plate, the medium and the cell viability reagent were mixed in 

a volume ratio of 9:1 to obtain a final volume of 100 µL that served as a 

blank. After incubating the plates (37 °C; 5% CO 2) for 30 min, 100 µL 

aliquots were measured against the blank at a 570 nm absorbance using a 

Dynex Opsys MR microplate reader (Aspect Scientific, Cheshire, UK).  
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2.5. Alkaline Phosphatase (Alp) and Alizarin Red S (ARS) Staining  

For quantitative Alp, primary murine calvarial osteoblasts were reversely 

transfected and seeded in a 384-well plate. The cells were differentiated by 

adding an osteogenic induction medium, fixed and stained with ELF 97 

(Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) for Alp, and DRAQ5 

(BioStatus Ltd., Loughborough, the UK) for nuclei, and were analyzed as 

previously described [54]. For Cdk5 inhibition in vitro, primary murine 

calvarial osteoblasts were treated with either a vehicle or roscovitine (0.16 

µM) for six days as previously described [53]. 

For qualitative and quantitative ARS (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) 

staining, the primary calvarial osteoblasts were fixed with 4% 

paraformaldehyde (PFA) (10 min; RT) and incubated with 1% ARS (1 h; 

RT). The excessive ARS was removed by washing with 1x phosphate-

buffered saline (PBS), and stereomicroscopic images were obtained using a 

Leica microscope (Leica Camera AG, Wetzlar, Germany). For quantitative 

evaluation, the ARS stain was extracted by the acetic acid method and 

neutralization with ammonium hydroxide as previously described [56]. The 

colorimetric measurement of the extracted solution was performed using a 

Dynex Opsys MR microplate reader (Dynex Technologies GmbH, 

Denkendorf, Germany) at an absorption of 405 nm. Finally, the 

measurements were normalized to the cell viability.  

2.6. RNA isolation, cDNA Synthesis, and Real-Time Polymerase Chain 

Reaction (RT-PCR) 

RNA isolation was performed using a RNeasy kit (Qiagen, Hilden, 

Germany) according to the manufacturer’s instructions. Following the 

isolation procedure, 1 µg RNA was used for reverse transcription using a 

RevertAid H Minus reverse transcriptase kit (Fermentas, Waltham, MA, 

USA) or a high-capacity cDNA kit (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, 

USA). RT-PCR was performed using a ViiA 7 PCR system (Applied 

Biosystems, Waltham, MA, USA), and relative mRNA concentrations were 

normalized to β-actin (Actb) using the ΔΔCt method. The mouse primer 

sequences used in this study are listed in Table 2.  
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Table 2. Oligonucleotide primer sequences from mice used in real -time 

polymerase chain reaction (RT-PCR). 

Gene symbol Gene ID Forward primer (5′–3′) Reverse primer (5′–3′) 

Cdk5 12568 TGGACCCTGAGATTGTGAAGT GACAGAATCCCAGGCCTTTC 

Runx2 12393 TGTTCTCTGATCGCCTCAGTG CCTGGGATCTGTAATCTGACTCT 

Sp7 170574 CCCACCCTTCCCTCACTCAT CCTTGTACCACGAGCCATAGG 

Alpl 11647 GCTGATCATTCCCACGTTTT CTGGGCCTGGTAGTTGTTGT 

Bglap 12096 TCTGACAAAGCCTTCATGTCCA CGGTCTTCAAGCCATACTGGTC 

Rankl 21943 TCACCATTCGGATGAGTCTG ACTTGTGGCTCTGATGTTCC 

Opg 18383 CCTGAGGCCCAGCCATTT CTTGGCCCAGCCTCGAT 

Actb 11461 CCTTGCCCTGACCACTCTTA ACACTGGGCTGCAATACACA 

2.7. Protein Isolation, Quantification, and Western Blotting  

The whole cell protein was isolated using a radioimmunoprecipitation assay 

buffer and quantified using a Pierce BCA protein assay kit (ThermoFisher 

Scientific, Waltham, MA, USA). We used 30 µg protein from each sample 

and subjected them to western blotting  as previously described [54]. We 

used antibodies against Cdk5 (Cell Signaling Technology, Danvers, MA, 

USA) and α-tubulin (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA). The band 

intensities of western blots were quantified using Fiji ImageJ [57]. 

2.8. Animals 

All mouse experiments were in compliance with the international 

regulations for the care and use of laboratory animals with the approval of 

the local ethical committee (No.1245/1402 Regierungspräsidium Tübingen, 

Germany). Eleven- and 13-week-old wild-type female and male 

BALB/cAnNCrl mice were separately maintained in single house units under  

controlled standard conditions (Makrolon type II long; 530 cm 2), with a 12 

h light and dark circadian rhythm with water and food (Ssniff, Soest, 

Germany) ad libitum at 23 °C and a humidity of 55% ± 10%) in a pathogen-

free animal facility at Ulm University . To reduce the number of mice, we 

followed the replace, reduce, refine (3Rs) principle for the ethical use of 

animals. Therefore, we here used the control group (sham/vehicle) derived 

from our previous study [53], as these experiments were run in parallel.  
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2.9. GIO Model 

Eleven-week-old wild-type female BALB/cAnNCrl mice (Charles River 

Laboratories, Wilmington, MA, USA) received a subcutaneous slow -release 

sham- or prednisolone (Pred)-pellet (12 mg/kg/day) (Innovative Research of 

America, Sarasota, FL, USA) at the neck, as  previously described [58]. The 

mice were injected intraperitoneally (i.p.) with either a vehicle (5% dimethyl 

sulfoxide (DMSO), 10% kolliphor EL (Sigma-Aldrich, Taufkirchen, 

Germany), 85% 1x PBS), or roscovitine (150 mg/kg) (LC Laboratories, 

Woburn, MA, USA), three times a week for two weeks, as previously 

described [53]. The surgery was performed under general anesthesia (2 

volume percent (vol%) isoflurane (Baxter, Unterschleißheim, Germany)). 

After two weeks, the mice were euthanized by an overdose of isoflurane, 

and the femora were collected for further analyses.  

2.10. Fracture Healing Model  

To study fracture healing, we used a standardized osteotomy model as 

previously described [59]. The osteotomy was performed at the right femur 

diaphysis of 12-week-old wild-type male BALB/cAnNCrl mice (Charles 

River Laboratories, Wilmington, MA, USA). All surgeries were performed 

under general anesthesia (2 vol% isoflurane). The mice first received 

clindamycin (45 mg/kg) (MIP Pharma Holding GmbH, Blieskastel,  

Germany) as an anti-infective treatment just prior to the surgery, and 

tramadol-hydrochloride in the drinking water (25 mg/L) (Grünenthal, 

Aachen, Germany) as pain medication one day prior until day three post -

surgery, as previously described [59]. During the procedure, the right femur 

was exposed and stabilized using a semi-rigid external fixator with an axial 

stiffness of 3 N/mm and four mini-Schanz screws (RISystem, Davos, 

Switzerland). A midshaft osteotomy was performed using a gigli wire saw 

(0.4 mm in diameter). Additionally, the mice received a subcutaneous slow -

release sham- or prednisolone-pellet (12 mg/kg/day) [10,58] and were 

further injected i.p. with either a vehicle (5% DMSO, 10% kolliphor EL, and 

85% 1x PBS) or roscovitine (150 mg/kg) (Selleckchem, Houston, TX, USA), 

every second day for 14 or 23 days. After the respective time-points, the 

mice were euthanized by an overdose of isoflurane , and osteotomized femora 

were collected for further analyses.  
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2.11. Biomechanical Testing of the Fractured Femurs  

At day 23 post-surgery, fractured femurs were subjected to biomechanical 

testing using a non-destructive three-point bending test in a universal 

material testing machine, Zwick Z10 (Zwick Roell, Ulm, Germany), to 

assess the functional healing outcome, as previously described [59]. Briefly, 

after the fixation of the proximal end of the femur into a h inge joint of the 

testing setup, an increasing load up to a maximum of 2 N was applied to the 

middle of the callus (2 mm/minute). Flexural rigidity was calculated using 

the slope (k) of the load–displacement curve in the linear region [59]. 

2.12. Microcomputed Tomography (µCT) Analysis 

Intact femurs were analyzed using a high-resolution µCT Skyscan 1176 

scanner (Bruker Corporation, Billerica, MA, USA). Images at a 9 µm voxel 

resolution were acquired using a 50 kV X-ray voltage, a 200 µA current, and 

a 0.5 mm aluminum filter with a 1° rotation step. Following reconstruction 

using NRecon and DataViewer (Bruker Corporation, Billerica, MA, USA), 

the trabecular and cortical bone analysis was performed at the 0.215 and 

1.935 mm proximal of the growth plate using 1.29- and 0.43-mm regions of 

interest, respectively. The structural analysis was performed using the CTAn 

software (Bruker Corporation, Billerica, MA, USA). Three-dimensional 

images were created using CTVox (Bruker Corporation, Billerica, MA, 

USA). 

In the fractured femora, the region of interest was set as the periosteal callus 

between both inner pinholes. The bone volume fraction (BV/TV) was 

measured under a global threshold of 642 mg hydroxyapatite/cm 3  as 

previously described [60]. All the measurements were performed in 

accordance with the guidelines of the American Society for Bone and 

Mineral Research (ASBMR) [61]. 

2.13. Histomorphometry 

For static bone histomorphometry, femurs were isolated, fixed in 4% PFA 

for three days and decalcified with 15% ethylenediamine tetraacetic acid for 

10 days followed by paraffin embedding, as previously described [53,62]. 

Femur sections of seven micrometers were cut and stained for tartrate -
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resistant acid phosphatase (TRAP) as previously described [63]. Osteoclasts 

were counted as multinucleated TRAP-positive cells, whereas osteoblasts 

were counted as cubic-shaped cells with visible cytoplasm. The following 

cellular parameters were measured: osteoclast surface per bone surface 

(Oc.S/BS), osteoclast number per bone perimeter (Oc.N/B.Pm), osteoblast 

surface per bone surface (Ob.S/BS), and osteoblast number per bone 

perimeter (Ob.N/B.Pm), using Osteomeasure software (Osteometrics, 

Decatur, IL, USA) according to the ASBMR guidelines [64,65]. 

Fractured femora were stained with Safranin -O/Fast Green to analyze the 

callus, bone, cartilage, and soft tissue areas, using Leica LASX image 

analysis software (Leica, Heerbrugg, Switzerland).  

For dynamic bone histomorphometry, the mice received i.p. calcein 

injections nine and two days prior to sacrifice as previously described 

[63,64,66]. Femurs were fixed in 4% PFA and embedded in methyl 

methacrylate as previously described [64,66]. Femur sections of seven 

micrometers were cut to determine the bone formation rate (BFR) and the 

mineral apposition rate (MAR) using the Osteomeasure software 

(Osteometrics, Decatur, IL, USA).  

2.14. N-terminal propeptide of type I procollagen (PINP) and C-terminal 

telopeptides of type I collagen (CTX-I) ELISAs 

The blood of the mice was collected in heparin-coated tubes and centrifuged 

at 2000 × g for 10 minutes at RT to collect the plasma. ELISAs for PINP 

and CTX-I (Immunodiagnostic Systems, East Boldon, UK) were performed 

according to the manufacturer’s instructions.  

2.15. Statistical Analysis  

Data are represented as box and whisker plots with the minimum to the 

maximum as well as superimposing all of the da ta points. Statistical 

differences between the groups were determined by ordinary one -way 

ANOVA using Tukey’s multiple comparison test. A p-value less than 0.05 

was considered to be statistically significantly different ( * p < 0.05, ** p < 

0.01, *** p < 0.001). 
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3. Results 

3.1. Cdk5 Deletion or Inhibition Antagonizes Suppressive Effects of GCs on 

Osteoblast Differentiation and Mineralization  

Dexamethasone (Dex), a widely used synthetic GC, was shown to suppress 

osteogenic differentiation and mineralization [10,67,68]. To investigate 

whether Cdk5  depletion can affect Dex-mediated osteoblast suppression, we 

transfected primary murine calvarial osteoblasts with non -targeting siRNA 

(siNT) or Cdk5-specific siRNA (siCdk5) and induced them into the 

osteogenic lineage in the presence or absence of 1 µM D ex. First, we found 

that Cdk5 mRNA and protein expression was not regulated by Dex treatment 

and that it was significantly reduced upon siRNA knockdown (Figure 1A –

C). We further showed that the Dex treatment significantly reduced cellular 

Alp activity, while the co-treatment with siCdk5 abrogated the GC-induced 

suppression of Alp activity (Figure 1D,E). Furthermore, Dex treatment 

reduced the expression of osteoblast-specific transcription factors and 

marker genes such as Runx2, Sp7, Alpl, and Bglap, whereas the co-treatment 

with siCdk5 rescued their expression (Figure 1F–I). Moreover, as 

demonstrated by Alizarin red staining, in vitro matrix mineralization was 

significantly reduced by Dex treatment, whereas this was ameliorated by co -

treatment with siCdk5 (Figure 1J,K).  

Recently, we reported that Cdk5 inhibition with roscovitine enhances 

osteoblast differentiation and bone formation [53]. Therefore, to determine 

whether Cdk5 inhibition with roscovitine can also affect Dex -induced 

osteoblast suppression, we treated primary murine calvarial osteoblasts with 

either a vehicle or roscovitine (0.16 µM) in the presence or absence of  1 µM 

Dex. Consistent with the siRNA data (Figure 1A–K), we showed that the 

roscovitine treatment reversed the GC-mediated suppression of osteoblast 

function (Figure 1L,M). Taken together, these results confirmed that Cdk5 

deletion or inhibition counteracted the Dex-mediated suppression of 

osteoblast differentiation and mineralization in vitro.  
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Figure 1. Glucocorticoid (GC)-mediated suppression of osteoblast differentiation 

and mineralization is reversed by Cdk5 deletion or inhibition. Primary murine 

calvarial osteoblasts were transfected either with non -targeting siRNA (siNT) or 

Cdk5-specific siRNA (siCdk5) for eight days in the presence or absence of 1 µM 

dexamethasone (Dex): (A) Cdk5 mRNA expression (n = 6); (B,C) Cdk5 protein 

levels and its quantification (the siCdk5/+OI group was cropped out as shown with 

the dotted line. For the original, see Figure S1) (n = 6); ( D,E) representative 

microscopic images of nuclear (DRAQ5 in red) and Alp (ELF 97 in green) staining 

upon different treatments and their quantification (n = 4); (F–I) mRNA expression 

of osteoblast-specific marker genes Runx2, Sp7, Alpl , and Bglap (n = 6); (J,K) 

qualitative and quantitative Alizarin Red S staining in primary murine calvarial 

osteoblasts after 20 days of transfection w ith siNT  or siCdk5, in the presence or 

absence of 1 µM Dex (n = 3); (L,M) representative microscopic images of nuclear 

(red) and Alp (green) staining upon different treatments and their quantification 
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in primary murine calvarial osteoblasts after six days of treatment with a vehicle 

(EtOH) or roscovitine (0.16 µM), in the presence or absence of 1 µM Dex (n = 4). 

Data are represented as box and whisker plots with the minimum to the maximum 

as well as superimposing all of the data points. Statistical differences between two 

groups were determined by one-way ANOVA and Tukey’s test. * p  < 0.05; ** p  < 

0.01; *** p < 0.001. 

3.2. Cdk5 Inhibition Antagonizes GC-Mediated Bone Loss by Reducing 

Osteoclastogenesis  

To investigate whether roscovitine treatment affects GC-mediated bone loss 

in vivo, we implanted a sham or Pred pellet in wild-type mice and treated 

them with either a vehicle or roscovitine for 14 days (Figure 2A). The µCT 

analysis revealed a significant loss of bone mass in the distal femurs of Pred -

treated mice. This was due to decreases in trabecular thickness and number, 

but increased trabecular separation (Figure 2B–F). Importantly, the 

roscovitine treatment abrogated these Pred-mediated deleterious effects on 

bone mass (Figure 2B–F). In addition, the crossectional thickness was 

significantly reduced in the Pred-treated mice, which was reversed by 

roscovitine co-treatment (Figure 2G).  

 

Figure 2. Inhibition of Cdk5 with roscovitine ameliorates GC-mediated loss of 

bone mass in mice. (A) Experimental setup for the implantation of a sham or 
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prednisolone (Pred)-pellet, followed by treatment with a vehicle or roscovitine 

(intraperitoneally (i.p.); 150 mg/kg; three times per week) for 14 days. ( B) 

Representative micro-computed tomography (µCT) images of whole, trabecular 

and cortical bone upon different treatments. The calculated femoral trabecular and 

cortical parameters include the following: ( C) bone volume fraction (BV/TV; %); 

(D) trabecular thickness (Tb.Th; µm); (E) trabecular number (Tb.N; mm−1); (F) 

trabecular separation (Tb.Sp; µm); and (G) cross-sectional thickness (Cs.Th; µm) 

(n = 4–6). Data are represented as box and whisker plots with the minimum to the 

maximum as well as superimposing all of the data points. Statistical differenc es 

between two groups were determined by one -way ANOVA and Tukey’s test. * p 

< 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 

To determine the effect of the roscovitine treatment on bone cells in vivo,  

we performed static and dynamic bone histomorphometry. We observed 

significant decreases in the osteoblast surface and number in both trabecular 

and cortical bone in Pred-treated mice, which was not reversed by the 

roscovitine co-treatment (Figure 3A,B; Figure S2A,B). The dynamic bone 

histomorphometry confirmed these find ings: MAR and BFR were reduced in 

Pred-treated mice, and this was not reversed by co-treatment with 

roscovitine (Figure 3C–E; Figure S2C–E). In addition, the decreased 

osteocyte number induced by the Pred treatment was not rescued by 

synergistic treatment with roscovitine (Figure 3F; Figure S2F). By contrast,  

the osteoclast surface and number, which were significantly increased after 

the Pred treatment in both trabecular and cortical bone, were reduced to 

control levels by the roscovitine co-treatment (Figure 3G–I; Figure S2G,H). 

These results were further confirmed by reduced plasma PINP levels and 

increased CTX-I levels in the Pred-treated mice, indicating reduced bone 

formation and increased bone resorption, respectively (Figure 3J,K). 

However, only the CTX-I levels returned to control levels in mice that 

received both Pred and roscovitine treatments (Figure 3J,K).  

These results suggested that the rescue of GC-mediated bone loss in the 

combinatorial treatment group was due to a reduced osteoclastogenesis 

rather than an improved osteoblastogenesis.  

Because osteoclastogenesis is indirectly regulated by osteoblasts via the 

expression of Rankl  and Opg [69,70], we also investigated whether the 

Rankl/Opg axis is modulated in primary murine calvarial osteoblasts by Dex 

and siCdk5. Indeed, we observed a significant increase in the Rankl/Opg  

expression ratio upon Dex treatment, which was reduced by the co -treatment 
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with siCdk5 (Figure S3), suggesting a possible mechanism of the reduc tion 

in GC-induced osteoclastogenesis upon Cdk5 inhibition in vivo.  

In conclusion, we demonstrated that GC-mediated bone loss is ameliorated 

by Cdk5 inhibition with roscovitine through a reduction in 

osteoclastogenesis.  

 

Figure 3. Inhibition of Cdk5 with roscovitine alleviates GC-mediated bone loss 

by reducing osteoclastogenesis. Static and dynamic bone histomorphometry were 

performed from different treatments, and the following parameters were calculated 

from trabecular bone: (A) osteoblast surface per bone surface (Ob.S/BS; %); (B) 

osteoblast number per bone parameter (Ob.N/B.Pm; mm −1); (C) representative 

images of dual calcein labeling (green) (scale: 100 µm); (D) mineral apposition 

rate (MAR; µm/day); (E) bone formation rate (BFR/BS; µm 3 /µm2/day); (F) 

osteocyte number per bone area (Ot.N/B.Ar; mm −2); (G) representative images of 

tartrate-resistant acid phosphatase (TRAP) staining for osteoclasts (purple) (scale: 

500 µm); (H) osteoclast surface per bone surface (Oc.S/BS; %); and ( I) osteoclast 

number per bone parameter (Oc.N/B.Pm; mm−1) (n = 4–6). Analysis of bone 

formation and resorption markers: (J) N-terminal propeptide of type I procollagen 

(PINP; ng/mL); and (K) C-terminal telopeptides of type I collagen (CTX -I; 

ng/mL) (n = 4–6). Data are represented as box and whisker plots with the minimum 

to the maximum as well as superimposing all of the data points. Statistical 

differences between two groups were determined by one-way ANOVA and 

Tukey’s test. * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
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3.3. Cdk5 Inhibition Does not Reverse GC-Mediated Impaired Fracture 

Healing 

To investigate GC-mediated impaired fracture healing under roscovitine 

treatment, we performed an open femur osteotomy, implanted a sham or Pred 

pellet and treated the mice with either a vehicle  or roscovitine for 14 days 

(Figure 4A). Our results showed that after 14 days, a time point of extensive 

endochondral bone formation in murine fracture healing, the Pred treatment 

decreased the callus size and the bone area in the fracture callus, which w ere 

not reversed by the combinatorial treatment with roscovitine (Figure 4B -D). 

In addition, we did not observe any changes in cartilage or soft tissue areas 

upon Pred treatment alone or in combination with roscovitine (Figure 

4B,E,F).  

 

Figure 4. GC-mediated delayed fracture healing is not reversed by Cdk5 inhibition 

with roscovitine during soft callus formation. ( A) Experimental setup for the 

osteotomy and implantation of a sham or Pred pellet, followed by treatment with 

a vehicle or roscovitine ( i.p.; 150 mg/kg; every second day) for 14 days, to 

evaluate soft callus formation. (B) Representative images of Safranin O/Fast 

Green staining of the fracture callus after different treatments (scale: 100 µm). 

The following parameters were calculated: (C) callus area (mm2); (D) bone area 

(%); (E) cartilage area (%); and (F) soft tissue area (%) (n = 5–7). Data are 

represented as box and whisker plots with the minimum to maximum as well as 

superimposing all of the data points. Statistical differences between  two groups 

were determined by one-way ANOVA and Tukey’s test. * p < 0.05; ** p < 0.01; 

*** p < 0.001. 
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At a later healing stage of 23 days, the Pred treatment (Figure 5A) resulted 

in significantly impaired hard callus formation, as shown by a greatly 

reduced BV/TV and bending stiffness, which was not reversed by the 

combinative treatment with roscovitine (Figure 5B–D). These findings were 

further confirmed by the histological evaluation. While the callus area was 

not significantly affected, the bone area was significantly reduced in the 

Pred-treated mice compared to the control group. The co-treatment with Pred 

and roscovitine significantly reduced both the callus size and the bone 

content (Figure 5E–G), while the cartilage and soft tissue areas remained 

unaffected by the treatments (Figure 5E,H,I). The Pred treatment 

significantly decreased the osteoblast number and surface, whereas the 

osteoclast number and surface were significantly increased in the newly 

formed bone of the fracture callus (Figure 5J–M). In the combinatorial 

treatment, the bone formation in the callus was abrogated, and no osteoblasts 

and osteoclasts were present (Figure 5G,J–M). 
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Figure 5. GC treatment delays fracture healing through decreased 

osteoblastogenesis, which could not be rescued by roscovitine application. (A) 

Experimental setup for the osteotomy and implantation of a sham or Pred pellet, 

followed by treatment with a vehicle or roscovitine (i.p.; 150 mg/kg; every second 

day) for 23 days, to evaluate hard callus formation. ( B) Representative µCT 

images of fractured femurs from different treatments. The calculated parameters 

include the following: (C) bone volume fraction (BV/TV; %) (n = 4–9); and (D) 

bending stiffness (E*I; N/mm 2) (n = 4–7). (E) Representative images of the 

Safranin O/Fast Green staining of fracture callus after different treatments (scale: 

100 µm). The following parameters were calculated: ( F) callus area (mm2); (G) 

bone area (%); (H) cartilage area (%); (I) soft tissue area (%); (J) osteoblast 

surface per bone surface (Ob.S/BS; %); (K) osteoblast number per bone parameter 

(Ob.N/B.Pm; mm−1) (n = 4–9); (L) osteoclast surface per bone surface (Oc.S/BS; 

%); and (M), osteoclast number per bone parameter (Oc.N/B.Pm; mm −1) (n = 4–
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8). Data are represented as box and whisker plots with the minimum to the 

maximum as well as superimposing all of the data points. Statistical differences 

between two groups were determined by one -way ANOVA and Tukey’s test. * p 

< 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 

In summary, we conclude that Cdk5 inhibition with roscovitine was unable 

to ameliorate the deleterious effects of GCs on bone fracture healing.  

4. Discussion 

Common side effects of GC treatment in the context of bone biology are 

GIO and impaired fracture healing [1,13,27,28,71]. Recently, we identified 

Cdk5 as a promising target to increase osteoblast differentiation and bone 

mass and improve fracture healing in skeletally healthy mice [53]. Here, we 

assessed whether the pharmacological inhibition of Cdk5 with roscovitine 

has the potential to ameliorate the adverse effects of GCs on bone and in 

impairing fracture healing. Indeed, Cdk5 inhibition rescued GC-induced 

skeletal bone loss through reduced osteoclastogenesis, however; it did not 

reverse GC-mediated compromised fracture healing.  

 Cdk5 is known to be involved in neuronal differentiation [72], and its 

aberrant activity contributes to the pathogenesis of neurodegenerative 

disorders, including amyotrophic lateral sclerosis and Huntington’s, 

Alzheimer’s, and Parkinson’s diseases [50–52]. Additionally, there is 

growing evidence that Cdk5 plays a role in T cell activation and cancer 

biology [73–75]. Recently, our group reported for the first time a crucial 

role of Cdk5 in bone biology [53]. Cdk5 strongly suppresses osteoblast 

differentiation through the mitogen-activated protein kinase pathway, and 

Cdk5 inhibition with the small-molecule inhibitor, roscovitine, induces 

osteoanabolic effects on bone mass and formation during fracture healing in 

skeletally healthy mice [53]. On the basis of these findings, we here 

determined whether Cdk5 inhibition has the potential to counteract GC -

induced bone loss and impaired fracture healing.  

 It is well established that high-dose GC treatment inhibits osteoblast 

differentiation and mineralization in vitro  and reduces trabecular and 

cortical bone mass in vivo  [1,3,10,16,17,19,67,68,76–79]. This GC-mediated 

bone loss phenotype is mainly attributed to decreased osteoblastogenesis 

and osteocyte number that subsequently reduce bone formation, but also to 
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increased osteoclastogenesis, which consequently enhances bone resorption 

[10,19,76–78,80]. In the present study, we confirmed the negative effects of 

high-dose GCs both in vitro and in vivo.  

 Our in vitro results showed that Cdk5 deletion or inhibition with 

roscovitine not only completely abolished the GC-mediated detrimental 

effects on osteoblast differentiation, but even increased osteoblast activity 

compared to untreated cells. This effect can be explained by a possible 

crosstalk between GC- and Cdk5-regulated pathways. For example, it is 

well-known that the extracellular signal-regulated kinase (Erk1/2) pathway 

is crucial for osteoblastogenesis [81], and exogenous GCs have been shown 

to inhibit this pathway [82]. Moreover, we recently reported that Cdk5 

depletion in osteoblasts activates the Erk1/2 pathway [53], suggesting one 

of the possible mechanisms through which Cdk5 depletion counteracts the 

GC-mediated inhibition of the Erk1/2 pathway and consequently the 

osteoblast differentiation.  

 Importantly, our in vivo results demonstrated that Cdk5 inhibition 

with roscovitine ameliorated GC-mediated bone loss in mice. Of note, we 

here observed that Cdk5 inhibition prevented GC-mediated bone loss 

through a reduction of osteoclastogenesis rather than by promoting 

osteoblastogenesis and new bone formation. This is in contrast to our 

previous study with skeletally healthy mice, where we observed a significant 

osteoanabolic effect of Cdk5 inhibition caused by the induction of 

osteoblastogenesis [53]. Although this was unexpected, similar findings 

have been reported with other osteoblast-stimulating drugs under GC 

therapy. For example, the osteoanabolic effect of intermittent PTH and 

abaloparatide treatment was blunted by high-dose GCs [77,83]. Obviously, 

even if our in vitro results implicate a rescue through osteoblastogenesis, 

osteoblast function cannot completely be reversed by Cdk5 inhibition in the 

presence of GCs in vivo.  

The reduction of osteoclastogenesis observed in GC-treated mice by 

Cdk5 inhibition could be explained by the modulation of the ratio of 

Rankl/Opg expression. Generally, osteoblasts proportionately express 

Rankl, which regulates the differentiation of precursor cells into 

multinucleated osteoclasts, and Opg, a decoy receptor for Rankl that protects 
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the skeleton from excessive bone resorption [84–87]. However, 

supraphysiological GC doses are known to modulate the Rankl/Opg axis by 

upregulating Rankl expression levels and downregulating Opg expression 

levels, which consequently promotes osteoclastogenesis and eventually bone 

resorption [3,19,78]. To this end, we here observed a similar effect on the 

Rankl/Opg axis after treating primary murine calvarial osteoblasts with Dex. 

Interestingly, Cdk5 deletion reversed this GC-mediated effect on the 

Rankl/Opg ratio, suggesting a possible crosstalk between osteoblasts and 

osteoclasts, which eventually reduces GC-mediated increased 

osteoclastogenesis in vivo.  

 Bone fracture healing is a multifactorial process, which involves 

overlapping phases of inflammation, soft- and hard-callus formation, during 

which bone is generated by intramembranous and endochondral ossification, 

and the remodeling of the initially formed woven bone until the original 

bone structure is restored [88–90]. Disruption at any stage of this highly 

complex healing cascade can delay or even prevent the healing success 

[20,88]. GCs have a strong effect on many cell types participating in fracture 

healing, including immune and mesenchymal cells [21,22], and long-term 

administration is proposed to induce detrimental effects on all stages of 

fracture repair [27,28]. To determine the role of Cdk5 in GC-mediated 

impaired fracture healing, we used the same femur fracture model as in our 

recent study, where we observed osteoanabolic effects of Cdk5 inhibition 

and improved fracture healing in healthy mice [53]. As expected from the 

literature, the healing process was considerably impaired upon GC 

treatment, both at the early and late phases, as indicated by the significantly 

reduced bone fraction and osteoblast number and activity in the fracture 

callus [27,28]. Cdk5 inhibition was not able to reverse these negative 

effects. This supports our observation that in the GIO model, Cdk5 

inhibition rescued increased osteoclastogenesis rather than improved 

osteoblastogenesis. However, there could be additional reasons for the 

failure of roscovitine to improve GC-induced impaired bone healing. For 

example, because Cdk5 is known to regulate inflammation [91–94], its  

inhibition could possibly exacerbate GC effects on the immune response 

upon fracture, which is essential for downstream regenerative processes 
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[22,88,89,95]. Another possible reason could be that Cdk5 inhibition or 

high-dose GCs adversely affects angiogenesis [16,96–101], a process that is 

essential for uneventful fracture healing [89,95]. 

5. Conclusions 

In conclusion, our results demonstrated that, even if the pharmacological 

inhibition of Cdk5 with roscovitine did not reverse GC-induced 

compromised fracture healing in mice, it ameliorated GC-mediated bone loss 

in the skeleton. Together with our previous data [53], this indicates that 

Cdk5 could be a potential therapeutic target to treat GIO. However, further 

studies are necessary to elucidate the role  of Cdk5 in bone, particularly in 

inflammatory bone disorders.  
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IV DISKUSSION 

Die systemische Hemmung der Cdk5 mit dem Inhibitor Roscovitin hebt die 

negativen Effekte einer GIO auf das Skelett auf.  

Im ersten Teil dieser Arbeit konnte erstmals gezeigt werden, dass die 

pharmakologische Hemmung der Cdk5 mit Roscovitin den hohen 

Knochenmasseverlust während der GK Therapie stoppen und die 

Knochenmasse wiederherstellen kann.  

In dieser Arbeit wurde ein durch GK-Applikation induzierbares 

Osteoporosemodell verwendet, da GK zu den häufigsten angewendeten 

Pharmaka weltweit zählen und die Therapie auch schon nach wenigen 

Monaten zu einem signifikant gesteigerten Frakturrisiko führt (VAN STAA 

et al.,  2000; VAN STAA et al., 2001; STAA et al., 2002; RHEN und 

CIDLOWSKI, 2005b). Es gilt als gesichert, dass GK in hohen Dosen in vitro 

einen negativen Einfluss auf die Osteoblastendifferenzierung und deren 

Mineralisationsverhalten haben und in vivo zu einer starken 

Beeinträchtigung der trabekulären sowie kortikalen Knochenmasse führen  

(LUPPEN et al.,  2003; RAUCH et al., 2010b; THIELE et al., 2012; LI et al.,  

2013; HARTMANN et al.,  2016; PIEMONTESE et al.,  2016; WEINSTEIN 

et al., 2017; AHMAD et al., 2019; BRENT et al., 2021b) . Ursächlich hierfür 

ist vor allem eine beeinträchtigte Osteoblastogenese und ein verstärktes 

Zugrundegehen von Osteozyten sowie eine gesteigerte Osteoklastogenese, 

was sukzessive zu einer verringerten Knochenmasse führt (RAUCH et al.,  

2010b; THIELE et al., 2012; PIEMONTESE et al., 2016; HILDEBRANDT 

et al., 2018; BRENT et al.,  2021a). Unsere Versuche an murinen 

Osteoblasten konnten die negativen GK Effekte auf die Differenzierung und 

das Mineralisierungsverhalten bestätigen. So war die Alp Expression nach 

Zugabe von Dexamethason (Dex) signifikant verringert und im Alizarin Rot 

Assay konnten signifikant weniger Mineralisationsherde dargestellt werden. 

Auch auf RNA Ebene zeigte sich der suppressive Effekt von Dex auf die 

Expression wesentlicher Osteoblasten Proliferationsmarker ( Runx2, Sp7, 

Alpl, Bglap). Um in vivo eine GIO zu induzieren, wurden Mäusen s.c. Pred 

Retardpellets in den Nacken implantiert (THIELE et al., 2014). Die Pred 

Therapie löste nach schon 14 Tagen eine schwerwiegende Osteoporose  aus, 
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die sich an signifikant verringertem Knochenvolumen sowie verringerter 

Trabekelanzahl, -dicke und -dichte erkennen ließ. Dies bestätigen ebenfalls  

die in vivo Ergebnisse der Literatur (LUPPEN et al., 2003; RAUCH et al., 

2010b; THIELE et al., 2012; LI et al., 2013; HARTMANN et al., 2016; 

PIEMONTESE et al., 2016; WEINSTEIN et al., 2017; AHMAD et al., 2019; 

BRENT et al., 2021b).  

Eine Dysregulation der Cdk5 ist bisher vor allem in Verbindung mit 

verschiedenen neurodegenerativen Erkrankungen wie Alzheimer, Chorea 

Huntington, Parkinson, amyotropher Lateralsklerose sowie verschiedenen 

Tumorgenesen bekannt (NGUYEN und JULIEN, 2003; PAOLETTI et al.,  

2008; LOPES und AGOSTINHO, 2011). Unsere Arbeitsgruppe konnte 

erstmals eine Verbindung zwischen Cdk5 und der 

Osteoblastendifferenzierung herstellen und nachweisen, dass die Cdk5 im 

Knochengewebe exprimiert wird (AHMAD et al.,  2021). Sie agiert dort als 

negativer Regulator der Osteoblastogenese über den MAPK Signalweg und 

beeinträchtigt damit einen der wesentlichen Osteoblasten Regulatoren 

Runx2 (LEE et al.,  2002; AHMAD et al., 2021) . Hemmt man die Cdk5 

pharmakologisch mit Roscovitin, zeigt sich ein starker osteoanaboler Effekt  

(AHMAD et al.,  2021). In der GIO Therapie wurde ein solcher Effekt durch 

ein systemisch verabreichtes Pharmakon klinisch bisher nur nach einer 

Therapie mit Parathormonanaloga beschrieben (LANE et al., 1998; 

DEVOGELAER et al., 2010). Um auch Roscovitin als osteoanaboles 

Pharmakon zu etablieren, wurde in dieser Arbeit untersucht, ob eine Cdk5 

Deletion bzw. Inhibition auch unter der Herausforderung eines 

Knochenmasseverlusts durch GIO osteoanabol wirkt.  

In vitro konnte sowohl der siRNA vermittelte Knockdown, als auch die 

Roscovitin vermittelte Inhibition der Cdk5 die negativen Dex Effekte auf 

die Osteoblastendifferenzierung vollständig aufheben. Dies ließ sich anhand 

der Alp Aktivität quantifizieren und manifestierte sich auch im 

Mineralisierungsverhalten der Osteoblasten in der Alizarin Rot Färbung. 

Auf RNA Ebene zeigte sich der stimulierende Einfluss des Cdk5 

Knockdowns, indem die Expression wesentlicher Osteoblasten 

Proliferationsmarker (Runx2, Sp7, Alpl, Bglap) nach Repression durch Dex  

wieder im Normalbereich lag. Dieser Effekt begründet sich möglicherweise 
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in einer Kommunikation der GK und Cdk5 Signalwege. Exogene GK 

hemmen beispielsweise den extracellular signal-regulated kinase (ERK) 

Signalweg, der als  wesentlicher Aktivator der Osteoblastogenese fungiert 

(KASSEL et al., 2001; MATSUSHITA et al., 2009)  und durch Cdk5 Deletion 

stimuliert wird.  

Nach diesen vielversprechenden in vitro Versuchen wurde in vivo ein Pred 

Retardpellet s.c. implantiert (THIELE et al., 2014) und dreimal wöchentlich  

Roscovitin i.p. appliziert (AHMAD et al., 2021). Der starken Pred 

induzierten Osteoporose konnte durch regelmäßige Roscovitin Applikation 

entgegengewirkt werden und es  kam bei den behandelten Tieren zu keiner 

Reduktion der Knochenmasse und Trabekelstruktur. Überraschenderweise 

zeigte die histologische Auswertung, dass die verbesserte 

Knochenmineraldichte in den mit Roscovitin behandelten Tieren ein 

Resultat verringerter Osteoklastogenese und nicht, wie erwartet  (AHMAD 

et al., 2021), verstärkter Osteoblastogenese ist. So zeigte diese mit 

Roscovitin behandelte Gruppe eine reduzierte Osteoklastenzahl 

und -aktivität im Vergleich zu Mäusen, die ausschließlich mit Pred 

behandelt wurden. Die Osteoblastenzahl blieb jedoch unverändert reduziert.  

Obgleich diese Ergebnisse unerwartet waren, zeigen Studien mit anderen 

Osteoanabolika einen ähnlichen Effekt. So wurde z.B. der osteoanabole 

Effekt von Parathormon durch eine hochdosierte GK Therapie deutlich 

verringert (POSTNOV et al.,  2009; BRENT et al.,  2021a) . Die 

Osteoblastogenese konnte in unserer in vivo Studie nicht wiederhergestellt 

werden, auch wenn dies durch die in vitro Ergebnisse anzunehmen war. Dem 

könnte eine Modulation der RANKL/OPG Expression zugrunde liegen. Im 

physiologischen Zustand existiert ein fein reguliertes Gleichgewicht 

zwischen der RANKL Expression durch Osteoblasten, um 

Osteoklastogenese zu stimulieren, und der OPG Expression zum Schutz vor 

exzessiver Resorption (UDAGAWA et al., 2000; BOYCE und XING, 2007, 

2008). GK Therapie stimuliert die RANKL- und vermindert die OPG 

Expression und führt so zu überschießender Knochenresorption (THIELE et 

al., 2012; PIEMONTESE et al., 2016; AHMAD et al., 2019) . Der Einfluss 

auf dieses Gleichgewicht zeigt sich ebenfalls in den in vitro Ergebnissen 

dieser Arbeit. Interessanterweise kehrt die Cdk5 Deletion dieses negative 
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Verhältnis um und stellt ein RANKL/OPG Verhältnis zugunsten von OPG 

ein. Diese Verknüpfung könnte ursächlich für die durch Roscovitin  

reduzierte Osteoklastogenese unter GK Therapie sein . 

Zusammenfassend lässt sich somit herausstellen, dass die Applikation von 

Pred im Mausmodell zu einer schwerwiegenden Osteoporose führt und damit 

ein gut funktionierendes GIO Modell darstellt.  Weiterhin kann eine 

systemische Roscovitin Applikation die negat iven Effekte einer GIO auf den 

Knochen durch Hemmung der Osteoklastogenese verhindern.  

Die Cdk5 Inhibition mit Roscovitin verbessert nicht die Frakturheilung 

unter dem negativen Einfluss einer systemischen GK-Therapie. 

Ziel des zweiten Teils dieser Arbeit war es, die therapeutische 

Anwendbarkeit des Cdk5 Inhibitors Roscovitin  zur Stimulation der 

verzögerten Frakturheilung unter GK Therapie zu evaluieren. Die 

Frakturheilung ist ein komplexer Prozess mit sich überlagernden Phasen von 

Inflammation, weicher und harter Kallusbildung und Kallusremodeling  

(CLAES et al., 2012; EINHORN und GERSTENFELD, 2015; LOI et al.,  

2016). Wird dieser komplexe Prozess durch äußere Einflüsse gestört , kommt 

es zu verzögerter oder gänzlich ausbleibender Heilung (CLAES et al., 2012; 

WILDEMANN et al., 2021). GK beeinflussen eine Vielzahl der  an der 

Knochenregeneration beteiligten Zellen, vor allem Immun- und 

mesenchymale Zellen  (RAPP et al., 2018; HACHEMI et al., 2021) . Eine 

Langzeitbehandlung mit GK führte zu einer signifikant beeinträchtigten 

Frakturheilung in verschiedenen Tiermodellen (LYRITIS et al., 1975; 

NEWMAN et al.,  1987; WATERS et al., 2000; SANDBERG und 

ASPENBERG, 2015; LIU et al., 2018). In Vorarbeiten zu dieser Dissertation 

konnte ein positiver Einfluss der Cdk5 Hemmung mit Roscovitin und der 

Knochenbildung während der Frakturheilung gezeigt werden (AHMAD et 

al., 2021). Um einen möglichen Zusammenhang zwischen der Cdk5 und 

einer beeinträchtigten Frakturheilung unter GK Therapie zu evaluieren, 

wurde in dieser Arbeit ein etabliertes Femurfrakturmodell  in der Maus 

verwendet (RÖNTGEN et al., 2010) und eine konstante GK Applikation 

durch s.c. Implantation eines Pred Retardpellets sichergestellt (THIELE et 

al., 2014). Kongruent mit der Literatur (LYRITIS et al., 1975; NEWMAN et 

al., 1987; WATERS et al., 2000; SANDBERG und ASPENBERG, 2015; LIU 
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et al., 2018) beeinträchtigte Pred die Frakturheilung stark, was an einer 

signifikant verringerten Kallusbildung und Knochenregeneration sowie 

stark reduzierten Osteoblastenzahlen sowohl 14 als auch 23 Tage nach der 

Fraktur zu erkennen war. Somit resultierte diese Therapie per Definitionem 

in einer Pseudarthrose (FRÖLKE und PATKA, 2007). Die gleichzeitige 

Applikation von Roscovitin konnte den starken Effekt der GK Gabe nicht 

aufhalten oder gar umkehren. Diese Erkenntnis spiegelt die Beobachtungen 

im intakten Knochen wider. So zeigte sich auch hier eine Reduktion der 

Osteoklastogenese aber kein Anstieg in den Osteoblastenzahlen , sodass die 

wichtigsten Zellen des Knochenaufbaus für die Frakturheilung fehlen bzw. 

stark beeinträchtigt sind (BAHNEY et al., 2019). Weiterhin spielt die Cdk5 

auch in der Inflammation eine wesentliche Rolle (KINO et al.,  2010; 

CICENAS et al., 2015; PFÄNDER et al., 2019; DO und LEE, 2020) und es 

ist derzeit noch unklar, ob und in welcher Form eine verminderte 

Inflammation durch GK Applikation und die zeitgleiche Hemmung der Cdk5 

miteinander interagieren. Denkbar wäre eine Promotion der anti-

inflammatorischen GK Effekte und damit eine Beeinträchtigung der 

nachfolgenden Frakturheilungsprozesse (CLAES et al., 2012; EINHORN 

und GERSTENFELD, 2015; SCHMIDT-BLEEK et al., 2015; HACHEMI et 

al., 2018). Die Hemmung der Cdk5 ist außerdem ein wesentliches 

pharmakologisches Target zur Bekämpfung der Neoangiogenese in der 

Tumortherapie (LIEBL et al., 2010; LIEBL et al., 2011; MERK et al., 2016)  

und könnte damit einen Einfluss auf die Angiogenese haben, die vor allem 

während der initialen Inflammation sowie der fibrovaskulären Phase der 

Frakturheilung essentiell ist (BAHNEY et al., 2019; PENG et al., 2020; 

TUCKERMANN und ADAMS, 2021).  

Zusammenfassend konnte in dieser Arbeit die Hemmung der Cdk5 mit 

Roscovitin als möglicher Ansatz zur systemischen GIO Therapie 

beschrieben werden. Jedoch war die Roscovitin Therapie ausschließlich in 

nicht-frakturiertem Knochen erfolgreich. Trotz der vielversprechenden 

Ergebnisse sind weitere Studien notwendig, um den Einfluss der Cdk5 auf 

den Knochen vor allem in Zusammenhang mit einem inflammatorischen 

Geschehen zu erforschen.   
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V ZUSAMMENFASSUNG  

Ist die Cdk5 ein Target zur Therapie des Knochenmasseverlusts und der 

gestörten Frakturheilung unter GK-Therapie? 

Die anti-inflammatorische Wirkung von GK ist unerlässlich zur Behandlung 

einer Vielzahl von entzündlichen und autoimmunen Erkrankungen. Sie 

führen in der Langzeittherapie jedoch oft zu GIO, der häufigsten Form der 

sekundären Osteoporose. Dieser Nebenwirkung kann mit Antiresorptiva 

oder Osteoanabolika begegnet werden, welche jedoch teuer sind und/oder 

diverse, teils schwere Nebenwirkungen mit sich bringen. Folglich ist die 

Erforschung neuer Targets für osteoanabole Medikamente von 

entscheidender Bedeutung. Wir konnten in früheren Arbeiten die  Cdk5 als 

Suppressor der Osteoblastogenese identifizieren  und zeigen, dass deren 

Hemmung mit Roscovitin die Osteoblastendifferenzierung, Knochenbildung 

und Frakturheilung signifikant verbessert.  Ziel dieser Doktorarbeit  war es  

herauszufinden, ob die Cdk5 auch ein Target für die Verbesserung der 

negativen Effekte exogener GK auf den Knochen und die Frakturheilung ist.   

In dieser Dissertation konnte gezeigt werden , dass ein siRNA Knockdown 

der Cdk5 in primären, murinen Osteoblasten unter GK-Behandlung (Dex) zu 

einer verbesserten Expression der Alp, spezifischer osteogener Markergene 

(Runx2, Sp7, Alpl, Bglap) und einer verstärkten Mineralisierung führt.  Diese 

Ergebnisse konnten auch mit Roscovitin erziel t werden. In vivo wurden im 

Mausmodell die negativen GK-Effekte (Pred) auf den Knochen durch 

Roscovitin-Applikation aufgehoben. Interessanterweise lag diesem Effekt 

eine reduzierte Osteoklastogenese und nicht eine, wie  aufgrund der in vitro 

Versuche vermutet, erhöhte Osteoblastogenese zugrunde. Als letztes konnte 

gezeigt werden, dass Roscovitin die GK vermittelte verzögerte 

Frakturheilung nicht verbesserte.  

Aus den Ergebnissen dieser Dissertation lässt sich schlussfolgern , dass die 

Cdk5-Inhibition mit Roscovitin in vitro die Osteoblastogenese unter GK-

Behandlung signifikant verbessert und in vivo GK-vermittelten 

Knochenmasseverlust durch Hemmung der Osteoklastogenese aufhebt. 

Jedoch ist Roscovitin nicht in der Lage, die GK-vermittelte verzögerte 

Frakturheilung zu verbessern. 
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VI SUMMARY 

Can the Cdk5 function as a therapeutic target to ameliorate the 

deleterious effects of glucocorticoids  on bone and fracture healing?  

Glucocorticoids (GC) are widely used, anti-inflammatory drugs. Although, 

they are of utmost importance for the treatment of many diseases, their long-

term use leads to glucocorticoid-induced osteoporosis, which is the most 

common type of secondary osteoporosis. The majority of pharmacological 

treatment regimen against these deleterious effects are anti-resorptive and 

just few osteoanabolic treatments are available so far. However, these 

pharmaceuticals are costly and/or have major side effects. Consequently, 

identification of novel drug targets for cost -effective osteoanabolic 

treatments are of eminent importance. We have recently determined Cdk5 as 

a suppressor of osteoblastogenesis and showed that targeting Cdk5 with the 

small molecule inhibitor roscovitine increases osteoblast differentiation, 

stimulates osteogenesis and improves bone fracture healing. Here, we 

investigated whether Cdk5 deletion or inhibition is able to ameliorate the 

deleterious effects of GCs on osteoblast differentiation, bone mass and 

fracture healing.  

We first indicated that silencing Cdk5 in primary murine osteoblasts  using 

siRNA, reverses Dex induced downregulation of osteoblast differentiation, 

as seen by an improved alkaline phosphatase activity, osteoblast specific 

marker gene expression and mineralization.  Furthermore, we could show 

that Cdk5 inhibition with roscovitine was able to improve 

osteoblastogenesis during Dex treatment. In vivo, we treated mice with Pred 

and successfully ameliorated its detrimental effects on bone through Cdk5 

inhibition. Intriguingly, these effects were based on a reduced osteoclasto-

genesis instead of an enhanced osteoblastogenesis as expected from the in 

vitro results. Last, we assessed that roscovitine application was not able to 

improve GC-mediated delayed fracture healing in mice.  

In summary, we showed that systemic inhibition of Cdk5 using the small 

molecule inhibitor roscovitine increased osteoblastogenesis during Dex 

treatment in vitro and reversed GC induced bone loss by inhibition of 

osteoclastogenesis in vivo, with the limitation to non-fractured bone.  
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