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1. Einleitung 

 
1.1 Hyaliner Gelenkknorpel und das Potential mesenchymaler 

Stromazellen bei der Knorpelregeneration 

 
1.1.1 Aufbau des Gelenkknorpels und aktuelle therapeutische 

Möglichkeiten bei Arthrose 

 
Hyalines Knorpelgewebe hat eine außergewöhnlich komplexe Struktur, 

bestehend aus Chondrozyten eingebettet in einer, hauptsächlich bestehend 
aus Proteoglykanen und Wasser bestehenden extrazellulären Matrix. Diese 

Struktur erlaubt es dem Knorpelgewebe große Beanspruchung und 
Belastungen auszuhalten [1]. Daher eignet er sich hervorragend zur 

Kraftabfederung an den Gelenkflächen. Allerdings weißen die Chondrozyten 
auch ein recht limitiertes Regenerationspotential auf [1-3]. Dieses beruht darauf, 
dass das Knorpelgewebe keine eigene direkte Blutzirkulation in allen Schichten 

hat, sondern die meisten Anteile des Gewebes über Diffusion aus den 
angrenzenden Geweben [4], der Synovialflüssigkeit [5, 6] und den umliegenden 

Kapillaren ernährt werden. Des Weiteren ist adultes Knorpelgewebe, im 
Gegensatz zu vielen anderen Geweben des menschlichen Körpers, sehr immobil 

und weist kein ausgeprägtes Proliferationspotential auf, weswegen es sich auch 
nur schlecht von einer Verletzung erholen kann. Daraus resultierend stellen 

traumatische, aber auch nicht traumatische Knorpelschäden, wie sie zum 
Beispiel auf Grund von Osteoarthritis oder der Osteochondrosis dissecans 

entstehen können, bis heute eine besondere Herausforderung in der 
medizinischen Versorgung dar. Insbesondere die Osteoarthritis stellt mit einer 

weltweiten Prävalenz von 15% eine massive Einschränkung für die soziale 
Aktivität der Patienten und auf Grund der eingeschränkten Arbeitsfähigkeit, 

sowie der Versorgungskosten, ein großes gesundheitsökonomisches Problem 
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dar [7-9]. Die extrazelluläre Matrix (EZM) des hyalinien Gelenkknorpels besteht 

zu einem Großteil aus Proteoglykanen, insbesondere Aggrecan, Kollagenfasern 
und nicht-kollagenösen Proteinen. Bei den Kollagenfasern handelt es ich dabei 

hauptsächlich um Fasern des Kollagentyp II (Col II) [1]. Im Gegensatz zu den Typ 
I Fasern, welche vor allem im Knochengewebe vorkommen, sorgen diese 

Fasern, vor allem im Zusammenspiel mit Proteoglykanen, wahrscheinlich für die 
hohe Wasserspeicherkapazität und ermöglichen dadurch die Elastizität des 

Knorpels, welche für die hohe Belastbarkeit des Gewebes benötig wird. Erreicht 
ein Defekt die subchondralen Schichten, gewinnt er einen Anschluss an die 

Blutversorgung des Knochengewebes. Dadurch können dann auch 
Wachstumsfaktoren, wie zum Beispiel der Plateled-derived growth factor, sowie 

Transforming growth factor (TGF) - β eingeschwemmt werden und eine 
Regeneration des Knorpelgewebes bedingen. Diese Tatsache wird sich auch in 

dem Therapieansatz der Mikrofrakturierung oder der Abrasionsplastik zum 
Vorteil gemacht. Allerdings kommt es bei den Regenerationsprozessen nur zur 
Ausbildung eines minderwertigen Ersatzes aus Faserknorpel, welcher nicht die 

hohen biomechanischen Ansprüche an das ursprüngliche Knorpelgewebe 
leisten kann, da er im Gegensatz zu gesundem Knorpelgewebe einen hohen 

Anteil von Kollagen I (Col I) Fasern und einen uneinheitlichen Anteil von Col II 
Fasern aufweist [2, 10-14]. Auf Grund dessen kommt es im Laufe der Zeit daher 

meist wieder zu einem Abbau dieses Ersatzgewebes, einhergehend mit den 
klinischen Arthrosebeschwerden der betroffenen Patienten, welche dann weitere 

Maßnahmen erforderlich machen [4]. Weitere Therapieansätze stützen sich auf 
das Einbringen von Zellen, beziehungsweise zellreichen Geweben in das 

Defektareal. Die autologe Chondrozyten Implantation (ACI), beziehungsweise ihre 
Weiterentwicklung, die in Matrix eingebettete autologe Chondrozyten 

Implantation (MACI), weisen hierbei gute klinische Ergebnisse vor und haben 
eine 10 Jahres Erfolgsquote, ohne Auftreten von Komplikationen, von bis zu 

ungefähr 80% [2, 15]. Allerdings kommt es auch bei dieser operativen Technik 
nur zur Ausbildung von hyalin-ähnlichen Strukturen und zu Komplikationen, wie 

Abstoßungsreaktionen, dem Verlust des Phänotypens der Zellen sowie früher 
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auch der Periostläppchenhypertrophie, welche heute nicht mehr verwendet 

werden [16-18]. Des Weiteren zeigt die Verwendung von charakterisierten 
Chondrozyten, welche nach der Expression eines bestimmten Genprofils 

selektiert wurden, einen möglichen Vorteil gegenüber der Benutzung von 
unselektierten Chondrozyten und ein besseres Ergebnis in der Ausbildung 

hyalin-ähnlichen Knorpels, gegenüber der Resultate der klassischen 
Mikrofrakturierung [19]. Neuere Therapieansätze entstehen zum Teil auf Basis 

von mesenchymalen Stromazellen (MSCs). Das Potential der MSC besteht 
darin, dass sie ein pluripotentes Differenzierungspotential aufzeigen und somit, 

durch die Hilfe verschiedener Stimuli, in Zellen der verschiedenen Zellgewebe 
differenziert werden können. Bereits jetzt gibt es erste Therapieversuche mit 

Hilfe von MSCs, welche aus der Spongiosa, Adipozyten oder der 
Synovialmembran gewonnen wurden und nach chondrogener Differenzierung 

auf einem Trägermedium zur Defektdeckung genutzt werden. Dabei ist die 
Ausbildung einer dem hyalinen Knorpel ähnlichen Struktur zu erkennen. 
Allerdings zeigt die Forschung bis zum jetzigen Zeitpunkt auch, dass die 

chondrogen differenzierten Zellen zur Hypertrophie neigen, welches durch die 
Expression von Kollagentyp X (Col X) nachgewiesen werden kann [20]. Wie 

bereits gezeigt werden konnte, haben MSCs auch einen immunmodulatorischen 
Effekt, welcher ihren Einsatz besonders interessant macht, da sich dadurch 

potentiell Komplikationen wie die Graft - verus - Host - Disease umgehen lassen 
könnten [21, 22]. Ein weiterer Immunmodulierender Effekt ist die parakrine 

Exkretion von Molekülen, welche die lokalen Immunreaktionen beeinflussen 
können. Unter anderem erfolgt die Exkretion von TGF-β [23, 24], welches auch 

einen Wachstumsfaktor in der chondrogenen Differenzierung darstellt.  

Für diese Doktorarbeit wurden humane mesenchymale Stromazellen (hMSCs) 
aus sechs verschiedenen Geweben des Kniegelenkes gewonnen. Es handelt 

sich bei den Geweben um Spongiosa des Femurs, Knorpel, das vordere 
Kreuzband, die Menisken, die Synovialmembran und den Hoffa-Fettkörper. 

Bereits bekannt durch mehrere andere Arbeiten ist das Vorkommen von hMSCs 
unter anderem im Knochen [25-30], im Knorpel [31, 32], in der Synovialmembran 
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[33, 34], in den Menisken [35] und im Fettgewebe, wie dem Hoffa-Fettkörper [36-

39]. Auch konnten bereits im vorderen Kreuzband hMSCs nachgewiesen 
werden [40-42]. Die aus diesen Geweben isolierten Zellen wurden für diese 

Arbeit mit Hilfe von verschiedenen Medien adipogen, osteogen, sowie 
chondrogen differenziert und anschließend histologisch und 

molekularbiologisch aufgearbeitet, um zu Vergleichen, was für Unterschiede die 
differenzierten Zellen der einzelnen Gewebe aufweisen. Als Spender wurden 

weibliche Patientinnen unter 60 Jahren rekrutiert, welche, auf Grund von 
Arthrosebeschwerden, eine totale Knieendoprothese (Knie-TEP) bekamen. 

Diese Spenderinnen wurden ausgewählt, um evaluieren zu können, wie sich 
die Gewebe bei Arthrosepatientinnen verhalten und welche Gewebe sich für 

einen eventuellen Therapieansatz unter Verwendung von autologen hMSCs 
eignen würden. 

 

 

1.1.2 Definition von mesenchymalen Stromazellen 

 

Bei den MSC handelt es sich um multipotente, fibroblastische [29, 42, 43] 
Zellen, welche das Potential besitzen, sich in verschiedene Gewebe, wie zum 
Beispiel Knochen, Knorpel, Fett [25, 43-52], Nerven [53-55] und Muskeln [49, 52] 

zu differenzieren. Die erste Beschreibung dieser Zellen aus dem Knochenmark 
erfolgte bereits 1970 durch Friedenstein et al. [25, 42]. Dabei ist insbesondere 

die Gewinnung der Zellen aus dem Knochenmark und aus Fettgewebe 

vergleichsweise gängig und viel genutzt [56]. Um die Definition der MSCs in der 
Forschung zu vereinheitlichen, wurden von der International Society for Cellular 

Therapy (ISCT) Kriterien erstellt. Die drei Hauptkriterien, welche die Zellen dabei 
erfüllen müssen, sind: Plastikadhärenz in Kulturflaschen unter 

Standardbedingungen, ein spezifisches Muster an Oberflächenantigenen, sowie 
die Fähigkeit zur multipotenten Differenzierung. Insbesondere die chondrogene, 

osteogene und adipogene Differenzierbarkeit muss dabei gewährleistet sein. 
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Des Weiteren sollten mindestens 95% der Zellen die Marker Cluster of 

Differentiation (CD)105, CD73 und CD90 aufweisen, während gleichzeitig 
weniger als 2% die hämatopoetischen Markergene CD11b oder CD14, CD 34, 

CD45, CD79ɑ oder CD19 und HLA-Klasse-II-Antigene exprimieren dürfen [57]. 
Ramos et al. konnten weiterhin CD 44 als einen wichtigen Marker für hMSCs 

etablieren [58]. 

 

 
 

1.2 Wachstumsfaktoren für die Differenzierung von mesenchymalen 

Stromazellen 

 

1.2.1 Faktoren der adipogenen Differenzierung 

 
Im Rahmen der adipogenen Differenzierung von hMSCs spielen unter anderem 
Insulin, Glukokortikoide, wie beispielsweise Dexamethason, 3-Isobutyl-1- 

Methylxanthin (IBMX) und Indomethacin als Wachstumsfaktoren eine 
entscheidende Rolle. Insulin reguliert dabei die adipogene Differenzierung von 

Zellen und deren Lipideinlagerung [59]. Dexamethason, ein Kortikosteroid, und 
IBMX induzieren die Genexpression von CCAAT/enhancer binding proteins β 

and ∂, welche Transkriptionsfaktoren der adipogenen Differenzierung darstellen 
[60]. Indomethacin, welches ein nicht-steroidales Anti-Rheumatikum ist, bindet 

bei Preadipocyten unter anderem an den Peroxisome Proliforator-activated 
Receptor γ (PPARγ) und aktiviert diesen. PPARγ ist ein Liganden aktivierter 

Transkriptsionsfaktor, welcher spezifisch in Adipozyten vorkommt und als 
Regulator der adipogenen Differenzierung dient [61]. 
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1.2.2 Faktoren der osteogenen Differenzierung 

 

Bei der osetogenen Differenzierung von hMSCs spielen die Faktoren 
Glukokortikoide, β-Glycerophosphat und L-Ascorbat eine wichtige Rolle. Durch 
das Glukokortikoid wird in der Zelle die Transkription des Runt-related 

transcription factor-2 (RUNX-2) bewirkt [62, 63]. Dieser hat Auswirkung auf die 
Expression von Knochen-spezifischen Genen wie beispielsweise Osterix, Col  I, 

Osteocalcin und bone sialoprotein (BSP) [64]. Zur Ausbildung der EZM brauchen 
die osteogen differenzierenden Zellen die Ionen Calcium und Phosphat. Dabei 

dient β-Glycerophosphat als Quelle für das ionisierte Phosphat und sorgt somit 
unter anderen für die Mineralisierung der EZM, sowie für eine Steigerung der 

Protein- und Phopholipidsynthese, welche eine verstärkte osteogene 
Differenzierung indizieren [65]. Ascorbinsäure dient bei der Entwicklung vor 

allem als Cofaktor im Rahmen der Kollagensynthese, welchen einen großen 
Anteil der EZM ausmachen [64, 66, 67]. 

 

 

1.2.3 Faktoren der chondrogenen Differenzierung 

 

Damit MSCs in-vitro chondrogen differenzieren können, brauchen die Zellen 
bestimmte Voraussetzungen. Diese beschrieb Johnstone et al. bereits 1998 

[68] und definierte dabei die zwei Hauptfaktoren, enger Zell-Zell-Kontakt, 

erreichbar beispielsweise durch die Verwendung von Pellet-Zellkulturen [68], 
sowie die Zugabe von chondrogenen Wachstumsfaktoren, wie zum Beispiel 

Dexamethason, als Glukokortikoid, Ascorbinsäure und Transforming Growth 
Factor (TGF)-β [68], welche sich dabei in Studien als besonders effektiv erwiesen 

haben [69-73]. 

Wie auch bei der osteogenen Differenzierung, dient Ascorbinsäure dabei im 
Rahmen der Kollagensynthese als Cofaktor und verstärkt die Entwicklung der 
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Col II Fasern, welche ein wichtiger Bestandteil der chondrogenen EZM 

ausmachen [72]. Glukokortikoide sorgen in Kombination mit TGF-β für einen 
chondrogenen Differenzierungsreiz der MSCs. In der Kombination sorgen 

Glukokortikoide für eine Hochregulation der Transkription von chondrogenen 
Matrixproteinen, wie beispielsweise Aggrecan, Col II und cartilage oligomeric 

matrix protein (COMP) [64]. Die TGF-β Superfamilie, welche eine Gruppe von 
Polypeptiden beschreibt, zu denen neben TGF-β auch die Inhibine, Activine und 

die B(one) M(orphogenic) P(roteins) gehören, hat einen großen Einfluss auf 
die chondrogene Differenzierung von MSCs. Dabei hat sich gezeigt, dass TGF-

β und BMPs den größten Einfluss auf die chondrogene Differenzierung haben 
[74]. So ist bekannt, dass die Entwicklung der Stromazellen zu den 

chondrogenen Progenitorzellen durch die Anwesenheit von TGF-β angestoßen 
wird. Durch diesen Anstoß wird die Synthese von, unter anderem, Firbonectin, 

Tenascin und Syndecan [75] angeregt. Dies wiederum ermöglicht die 
Kondensation und anschließende Differenzierung der MSCs zu sogenannten 
Prechondrozyten, welche anschließend beginnen Kollagen zu exprimieren und 

die Synthese von Glukosaminoglykanen (GAGs) und Cadherin induziert [76]. 
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2. Zielsetzung  

 

Wie bereits in Abschnitt 1.1.1 beschrieben, zeigen vorherige Studien, dass 
hMSCs aus den verschiedenen Geweben des Kniegelenkes isoliert werden 
können. Diese Studien fokussieren sich dabei zumeist auf ein einzelnes Gewebe, 

welches innerhalb der selbigen untersucht wurde. Ziel dieser Arbeit ist es daher 
nun die Isolation von hMSCs aus sechs verschiedenen Geweben des 

Kniegelenkes zu verifizieren und dabei einen Vergleich der verschiedenen 
Gewebe bezogen auf einen einzelnen Spender zu erstellen. Dies bietet die 

Möglichkeit die Unterschiede der Differenzierungspotentiale der Gewebe zu 
vergleichen, da die Spendervariabilität dabei eliminiert wird. Hierdurch kann 

betrachtet werden, welches der Gewebe im Vergleich das vielversprechendste 
Potential für eine Anpassung von Therapiemöglichkeiten im Sinne des 

Knorpelersatzes mittels körpereigener hMSCs aufweist.  

Als Spenderkollektiv wurden fünf Patientinnen mit Gonarthrose unter 60 Jahren 
ausgewählt, welche allesamt zuvor der Entnahme des Materials schriftlich 

zustimmten. Zur Untersuchung wurden für diese Arbeit Teile des spongiösen 
Knochens, des Knorpels, die Menisken, das vordere Kreuzband, die 

Synovialmembran sowie der Hoffa’sche Fettkörper bei der operativen 
Versorgung der Probandinnen mittels Knie-TEP entnommen und untersucht. 
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3. Material und Methoden 
 
3.1 Material 
 
3.1.1 Verbrauchsmaterialien 
 

Tab. 1: Verbrauchsmaterialien mit Herstellerangabe 

Objektträger-Deckplatten 24 x 50 mm 
A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Objektträger 24 x 50 mm A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

SuperFrost® Objektträger Thermo Fisher Scientific GmbH, Dreieich, 
Deutschland 

Einmal-Skalpelle Aesculap AG & Co. KG, Tuttlingen, 
Deutschland 

Einmalhandschuhe, unsteril 
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

Einmalhandschuhe, steril Ansell Health Care, Anderlecht, Belgien 

Zellkulturplatten (6 well) 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

Plastikpipetten (5 mL, 10 mL, 25 mL) Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

Zellschaber 
Biologix Europe GmbH, Niederzier, 
Deutschland 

 
20-Gauge-Mikrolanzette 

Becton Dickinson GmbH, gekauft bei A. 
Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Photometer-Küvetten Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 

Reaktionsgefäße (1,5 mL) 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

 
Spritzen (20 mL, 2 mL) 

Becton Dickinson GmbH, gekauft bei A. 
Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Zellsieb (70 μm) 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

Spritzenfilter (0,20 μm) Biotech GmbH, Wiesbaden, Deutschland 

Kryo-Gefäße (2 mL) 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

 
Zellkulturflaschen (75 cm2 ,175 cm2) 

Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 
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Zentrifugenröhrchen (15 mL, 50 mL) 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

Wiegeschalen A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Einbettkasetten A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

2 Well Chamber Slides 
Thermo Fisher Scientific GmbH, Dreieich, 
Deutschland 

Pasteurpipetten 
A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Petrischalen Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

Pipettenspitzen (0,5-20 μL, 2-200 μL, 50- 
1000 μL) 

Brandt, gekauft bei Laug & Scheller 
GmbH, Kürnach, Deutschland 

Filter-Pipettenspitzen (10 μL) Biozym, Hessisch Oldendorf, Deutschland 

Filter-Pipettenspitzen (100 μL) STARLAB GmbH, Hamburg, Deutschland 

Filter-Pipettenspitzen (1250 μL) 
Greiner Bio-One GmbH, Frickenhausen, 
Deutschland 

PCR-Reaktionsgefäße 
Biozym Scientific GmbH, Hessisch 
Oldendorf, Deutschland 

Mikrotomklingen Paraffinschnitte 
A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Stahlmesser für Gefrierschnitte Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, 
Wetzlar, Deutschland 

Tissue-Tek® (Cryomold Standard) 
A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Faltenfilter 
A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 
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3.1.2 Chemikalien und Reagenzien 
 

Tab. 2: Chemikalien und Reagenzien mit Herstellerangabe 

Aceton AppliChem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Alcian Blau 
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Alizarin Red S Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Antikörper-Verdünnungspuffer DCS, Hamburg, Deutschland 

Borsäure  
 

ß-Mercaptoethanol 
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

ß-Glycerophosphat  
 

Dimethylsulfoxid (DMSO) 
AppliChem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

dNTP-Mix 
Bioloine GmbH, Luckenwalde, 
Deutschland 

Dulbecco's Phosphat-gepuffertes 2+ 

Pulversalz w/o Ca2+ w/o Mg (PBS) 
Biochrom AG, Berlin, Deutschland 

Entellan (eindecken) Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 

Eosin Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 

Essigsäure 
Applichem, gekauft bei A. Hartenstein, 
Würzburg, Deutschland 

Ethanol 
Applichem, gekauft bei A. Hartenstein, 
Würzburg, Deutschland 

Ethanol (denaturiert) 
Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

Ethylendiamintetraacetat (EDTA), 
Tetranatriumsalz 

Applichem, gekauft bei A. Hartenstein, 
Würzburg, Deutschland 

GelRedTM Nucleic Acid Gel Stain 10000x 
Genaxxon Bioscience GmbH, Ulm, 
Deutschland 

Hämatoxylin HPLC-Wasser ITS-plus 
Sigma-Adrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Kernechtrot L-Ascorbatsäure-2-Phosphat, 
Sesquimagnesiumsalz 

Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

LE Agarose 
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Dexamethason Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 
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3-Isobutyl-1-Methylxanthin (IBMX) 
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Natriumpyruvat 
Biozym Scientific GmbH, Hessisch 
Oldendorf, Deutschland 

 
L-Prolin, non animal source 

 

Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Insulin from bovine pancreas Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Mausserum 
Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Methanol Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Natriumchlorid Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Natriumhydroxidlösung PAA Laboratories GmbH, Pasching, 
Österreich 

Natriumiodid Oil RedO Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Paraffin Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Paraformaldehyd Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

 PBS Delbucco mit Ca2+, Mg2+ Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 

2-Propanol Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

Random Hexamere Salzsäure Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Bovines Serumalbumin (BSA) PAA Laboratories GmbH, Pasching, 
Österreich 

2-Amino-2-(hydroxymethyl)-propan-1,3- 
diol THAM (Trisbase) 

Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Trypanblau Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

Tween 20 Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Xylol 
Applichem, gekauft bei A. Hartenstein 
GmbH, Würzburg, Deutschland 

Xylol Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, 
Deutschland 

Zitronensäure Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 
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3.1.3 Zellkulturmedien und -zusätze 
 

Tab. 3: Zellkulturmedien und -zusätze mit Herstellerangabe 
Medien für die Zellkultur: 

 
 

DMEM/Ham’s F-12 mit L-Glutamin 
Life Technologies, Thermo Fisher 
Scientific, Dreieich, Deutschland 

DMEM/High Glucose mit L-Glutamin 
Life Technologies, Thermo Fisher 
Scientific, Dreieich, Deutschland 

 
Fetales Kälberserum (FCS) 

 
 

Life Technologies, Thermo Fisher 
Scientific, Dreieich, Deutschland 

 
Penicillin/Streptomycin (100x) 

 
 

Life Technologies, Thermo Fisher 
Scientific, Dreieich, Deutschland 

Zellkulturzusätze:  

L-Ascorbatsäure-2-Phosphat (50 mg/mL) 
In destilliertem Wasser verdünnt, steril 
filtriert und aliquotiert bei -20°C gelagert 

Dexamethason (1 mM) 
In Ethanol verdünnt, aliquotiert bei -80°C 
gelagert 

ß-Glycerophopshat, Dinatriumsalzhydrat 
(1 M) 

In destilliertem Wasser verdünnt, steril 
filtriert und aliquotiert bei -20°C gelagert 

3-Isobutyl-1-methylxantin (IBMX) (500 
mM) 

In DMSO verdünnt, steril filtriert und 
aliquotiert bei -20°C gelagert 

 
Insulin vom Rinderpankreas (2 mg/mL) 

In Essigsäure und destilliertem Wasser 
gelöst, steril filtriert und aliquotiert bei - 
20°C gelagert 

Indomethacin (100 mM) In DMSO verdünnt, steril filtriert und 
aliquotiert bei -20°C gelagert 

Natriumpyruvat (100 mg/mL) 
In destilliertem Wasser verdünnt, steril 
filtriert und aliquotiert bei -20°C gelagert 

L-Prolin (40 mg/mL) In destilliertem Wasser verdünnt, steril 
filtriert und aliquotiert bei -20°C gelagert 

 

TGF-ß1 (10 μg/mL) 

In destilliertem Wasser verdünnen, in 
Puffer aus Albumin und 1x PBS lösen, 
steril filtriert und aliquotiert bei -20°C 
gelagert 

IST+1 Liquid Media Supplement (100x) 
In destilliertem Wasser verdünnt, steril 
filtriert und aliquotiert bei -20°C gelagert 

Medien zur Kultivierung und Differenzierung: 
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Adipogenes Differenzierungsmedium DMEM/High Glucose (4,5 g/L) 10% FCS 
100 U/mL Penicillin 
100 μg/mL Streptomycin 
1 μM Dexamethason 500 μM IBMX 
1 μg/mL Insulin 
100 μM Indomethacin 

Chondrogenes Differenzierungsmedium DMEM/High Glucose (4,5 g/L) 
100 U/mL Penicillin 
100 μg/mL Streptomycin 
50 μg/mL L-Ascorbinsäure-2-Phosphat 
100 nM Dexamethason 
100 μg/mL Pyruvat 40 μg/mL L-Prolin 1% 
ITS+1 10ng/mL TGF-ß1 

Osteogenes Differenzierungsmedium DMEM/High Glucose (4,5 g/L) 10% FCS 
100 U/mL Penicillin 
100 μg/mL Streptomycin 
50 μg/mL L-Ascorbatsäure-2-Phosphat 
10 mM ß-Glycerophopshat 
100 nM Dexamethason 

Osteogenes und Adipogenes 
Kontrollmedium 

DMEM/High Glucose (4,5 g/L) 100 U/mL 
Penicillin 
100 μg/mL Streptomycin 

Chondrogenes Kontrollmedium DMEM/High Glucose (4,5 g/L) 
100 U/mL Penicillin 
100 μg/mL Streptomycin 
50 μg/mL L-Ascorbatsäure-2-Phosphat 
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3.1.4 Antikörper 
 

Tab. 4: Antikörper zur Charakterisierung des Phänotyps der hMSCs 

Antigen Hersteller Verdünnung 

FACS-Analyse: 

CD73 PerCP-efluor710 
Thermo Fisher Scientific GmbH, 
Dreieich, Deutschland 

5 μL/Test 

CD44 eFluor 450 
Thermo Fisher Scientific GmbH, 
Dreieich, Deutschland 

0,2 mg/mL 

CD105 APC 
Thermo Fisher Scientific GmbH, 
Dreieich, Deutschland 

5 μL/Test 

CD90 FITC 
Thermo Fisher Scientific GmbH, 
Dreieich, Deutschland 

5 μL/Test 

Chondrogene Immunhistochemie: 
Col IIα1 Acris Antibodies GmbH, Herford, 

Deutschland 
5 μg/mL 

Col X 
Abcam pls, Cambridge, 
Großbritannien 

5 μg/mL 

 
 
 
 
 
 
3.1.5 Enzyme 
 

Tab. 5: Enzyme mit Herstellerangabe 

Promega® Reverse Transkriptase Promega GmbH, Mannheim, Deutschland 

Collagenase NB4 Serva Electrophoresis, Heidelberg, Deutschland 

Promega® GoTaq Polymerase Promega GmbH, Mannheim, Deutschland 

2,5% Trypsin (10x konzentriert) PAA Laboratories GmbH, Pasching, Österreich 
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3.1.6 Primer 

Die hier angewendeten Primer waren bereits alle im wissenschaftlichen Labor 
des König- Ludwig-Hauses etabliert. Zur Vermeidung von falsch positiven 
Nachweisen durch DANN-Verunreinigungen in den RNA-Proben wurde diese, 

wenn möglich, so hergestellt, dass sie verschiedene Exons überspannen. 
Tab. 6: Primersequenzen mit Anneal. Temp. (Annealing Temperatur), Produktgröße (bp) und 
Zyklenzahl 
 
LPL = Lipoprotein Lipase; PPARγ2 = Proliferator-activating receptor gamma 2; AGN = Aggrecan core 
protein (Aggrecan); ALP = Alkalische Phosphatase; Col I= KollagenTyp I; Col II= KollagenTyp II; Col X= 
KollagenTyp X; OC = Osteocalcin; SOX-9 = SRY (sex determining region y) -box-9; EF1α = Elongation 
factor 1α 

 
Gen 

 
Primersequenz (5’-3’) 

Anneal. 
Temp. 
(°C) 

Produkt 
-größe 
(bp) 

Zyklen- 
zahl 

Adipogene Marker 

LPL 
Sense: GAGATTTCTCTGTATGGCACC 
Antisense: CTGCAAATGAGACACTTTCTC 51.0 250 30 

PPARγ2 
Sense: GCTGTTATGGGTGAAACTCTG 
Antisense: ATAAGGTGGAGATGCAGGCTC 61.0 380 35 

Chondrogene Marker 

Col II Sense: TTTCCCAGGTCAAGATGGTC 
Antisense: CTTCAGCACCTGTCCACCA 58.0 374 35 

AGN 
Sense: TGAGGAGGGCTGGAACAAGTACC 
Antisense: GGAGGTGGTAATTGCAGGGAACA 54.0 392 30 

SOX-9 
Sense: ATCTGAAGAAGGAGAGCGAG 
Antisense: TCAGAAGTCTCCAGAGCTTG 58.0 263 35 

Hypertrophe und osteogene Marker 
 
Col X 

Sense: CCCTTTTTGCTGCTAGTATCC 
Antisense: 
CTGTTGTCCAGGTTTTCCTGGCAC 

 
54.0 

 
468 

 
25 

Col I 
Sense: GGACACAATGGATTGCAAGG 
Antisense: TAACCACTGCTCCACTCTGG 54.0 461 32 

OC 
Sense: ATGAGAGCCCTCACACTCCTC 
Antisense: GCCGTAGAAGCGCCGATAGGC 59.0 387 35 

ALP 
Sense: TGGAGCTTCAGAAGCTCAACACCA 
Antisense: TCTCGTTGTCTGAGTACCAGTCC 51.0 454 35 

Interne Kontrolle 

EF1α 
Sense: AGGTGATTATCCTGAACCATCC 
Antisense: AAAGGTGGATAGTCTGAGAAGC 54.0 234 25 
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3.1.7 Puffer und andere Lösungen 
 

Tab. 7: Lösungen mit Inhaltsstoffen 

Lösungen für die Zellkultur und Differenzierung: 
1,25 U/mL Collagenase in PBS mit Ca2+ und Mg2+ 

steril filtriert und aliquotiert bei -20°C 
gelagert 

1x PBS- 9,55 g PBS Dulbecco w/o Ca2+, Mg2+ 

gelöst in 1000 mL Aqua bidest. 
pH der Lösung auf 7,4 einstellen 

1x PBS/EDTA 9,55 g PBS Dulbecco w/o Ca2+, Mg2+ 

0,2 g EDTA-Tetranatriumsalzhydrat gelöst 
in 1000 mL Aqua bidest. 
pH der Lösung auf 7,4 einstellen 

Lösungen für Molekularbiologie: 
2% Paraformaldehyd-Lösung 2 g Paraformaldehyd in 75 mL 1x PBS 

(pH 7,4) lösen 
auf 60 °C erhitzen und unter Rühren 5 min 
bei dieser Temperatur halten 
Natriumhydroxid zugeben bis Lösung klar 
wird (ca. 100-150 μL) 
 auf RT abkühlen lassen 
pH mit Salzsäure auf 7,4 einstellen mit 1x 
PBS (pH 7,4) auf 1000 mL auffüllen 

10x TBE 108 g Trisbase 
55 g Borsäure 
9,05 g EDTA-Tetranatriumsalzhydrat 
gelöst in 1000 mL Aqua bidest. 
pH der Lösung auf 8,4 einstellen 

0,5x TBE 10x TBE 1:20 in Aqua bidest. lösen 

Lösungen für die Histologie: 
1% Alcianblau 0,25 g Alcianblau 

gelöst in 25 mL Aqua bidest. pH auf 1,0 
einstellen 

1% Alizarin Red S-Lösung 0,25 g Alizarin Red S 
gelöst in 25 mL Aqua bidest. 250 μL 25% 
Ammoniak 
pH auf 4,3-4,6 einstellen 



 18 

Hämatoxylin-Lösung 1 g Hämatoxylin 
gelöst in 1000 mL Aqua bidest. 
0,2 g Natriumiodid 
50 g Aluminiumkaliumsulfat 
50 g Chloralhydrat 
1 g Zitronensäure 
unter Schütteln lösen 
vor und nach Gebrauch steril filtriert 

1% Eosin 1 g Eosin 
gelöst in 100 mL Aqua bidest. 
1 Tropfen Essigsäure zugegeben 

Oil Red O-Stammlösung 0,5 g Oil Red O 
in 100 mL 99% 2-Propanol lösen 

Oil Red-O Gebrauchslösung Oil Red-O Stammlösung 6:4 in Aqua 
bidest. lösen und 24 h bei RT lagern vor 
Gebrauch filtriert 

4% Paraformaldehyd-Lösung 4 g Paraformaldehyd in 75 mL 1x PBS 
(pH 7,4) gelöst auf 60 °C erhitzt und unter 
Rühren 5 min bei dieser Temperatur 
gehalten. Anschließend Natriumhydroxid 
zugegeben bis Lösung klar wurde (ca. 
100-150 μL) 
 auf RT abkühlen lassen 
pH mit Salzsäure auf 7,4 einstellen mit 1x 
PBS (pH 7,4) auf 1000 mL auffüllen 

Kernechtrot-Lösung 5g Aluminiumsulfat 
gelöst in 1000 mL Aqua bidest. erhitzt bis 
zum Kochen 0,1 g Kernechtrot 
hinzugegeben und nach Abkühlen filtriert 

Lösungen für die Immunhistochemie: 
Blockierungslösung für die endogene 
Peroxidase 

1 mL 30% H2O2 
gelöst in 9 mL PBS-Tween 

0,1% PBS-Tween (PBST) 10 μL Tween 20 
gelöst in 10 mL 1x PBS 

0,5% BSA/PBS 0,05 g BSA 
gelöst in 10 mL PBS, aliquotiert bei -20°C 
gelagert 
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3.1.8 Bausätze und Kits 
 

Tab. 8: Bausätze und Kits 
Nucleospin® RNA II isolation kit Macherey-Nagel GmbH & Co. KG, Düren, 

Deutschland 
GelREDTM GeneON GmbH, Ludwigshafen am Rhein, 

Deutschland 
GoTaq® G2 Flexi DNA Polymerase Promega GmbH, Mannheim, Deutschland 

Inhalt: 
- GoTaq® G2 Flexi DNA Polymerase 5 U/ 
μL 

- 5x Green GoTaq® Flexi Puffer - 25 mM 
MgCl2 

VECTOR® NovaREDTM peroxidase 
substrate kit SK-4800 

Vector Laboratories Inc., Burlingame, 
Vereinigte Staaten von Amerika Inhalt 
 
- VECTOR®  NovaREDTM  Reagenz 1 
 
- VECTOR®  NovaREDTM  Reagenz 2 

- VECTOR®  NovaREDTM  Reagenz 3 

- Hydrogen Peroxide Lösung 

VECASTAIN® UNIVERSAL Elite® ABC KIT Vector Laboratories Inc., Burlingame, USA 
Inhalt: 

- VECASTAIN® Horse Normal Serum 
 
- VECASTAIN® Biotynilierter universeller 

Antikörper 
 
- VECASTAIN®  Reagenz A 

- VECASTAIN®  Reagenz B 
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VECASTAIN® RABBIT IgG Elite® ABC KIT Vector Laboratories Inc., Burlingame, 
Vereinigte Staaten von Amerika 

- VECASTAIN® Horse Normal Serum 

- VECASTAIN®Biotynilierter universeller 
Antikörper 

 
- VECASTAIN®  Reagenz A 
 
- VECASTAIN®  Reagenz B 

M-MLV Reverse Transkriptase Set Promega GmbH, Mannheim, Deutschland 
Inhalt: 
- M-MLV Reverse Transkriptase 200 U/μL 
 
- 10x M-MLV Reverse Transkriptase Puffer 

 
 
 
 
 
3.1.9 Laborgeräte 
 
  Tab. 9: Laborgeräte 

Accu-jet pro Pipette Brand, gekauft bei A. Hartenstein GmbH, 
Würzburg, Deutschland 

Systec Laborautoklave VX-75 Systec GmbH, Linden, Deutschland 
AxioCAM MRc Digitalkamera Carl Zeiss Jena GmbH, Jena, 

Deutschland 
Photometer Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Heracell 240i CO2 Incubator Thermo Electron GmbH, 

Oberschleißheim, Deutschland 
Glasware Schott, gekauft bei A. Hartenstein GmbH, 

Würzburg, Deutschland 
Kühlschrank (fresh-center) Bosch GmbH, Gerlingen-Schillerhöhe, 

Deutschland 
Magnetrührer A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 

Deutschland 
Pipetten (bis 10 μL, bis 100 μL, bis 1000 
μL) 

ABIMED Analysetechnik GmbH, 
Langenfeld, Deutschland 
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Neubauer Zählkammer Marienfeld Laboratory Glasware, gekauft 
bei A. Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Laborspülmaschine Compact-Desinfector Miele & Cie. KG, Gütersloh, Deutschland 
Eismaschine Manitowoc Crane Group Germany GmbH, 

Wihelmshaven, Deutschland 
Heraeus Instrumenten Heißluftsterilisator Thermo Electron GmbH, 

Oberschleißheim, Deutschland 
Heizblock Boekel Scientific, gekauft bei A. 

Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Objektträger Dunkelkammer Simport Plastics Ltd., Beloil, Kanada 
Elektrophorese Stromversorgung Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 

Schnelldorf, Deutschland 
Elektrophorese Kämme PEQLAB Biotechnologie GmbH, Erlangen, 

Deutschland 
Elektrophorese Kammern PEQLAB Biotechnologie GmbH, Erlangen, 

Deutschland 
Thermodrucker Seico, gekauft bei LTF Labortechnik 

GmbH & Co. KG, Wasserburg, 
Deutschland 

Thermocycler peqSTAR 2X PEQLAB Biotechnologie GmbH, Erlangen, 
Deutschland 

Vortexer MS1 Minishaker Sigma-Aldrich Chemie GmbH, 
Schnelldorf, Deutschland 

Tiefkühltruhe economic (-20°C) Bosch GmbH, Gerlingen-Schillerhöhe, 
Deutschland 

Tiefkühltruhe IIShin (-80°C) Nunc GmbH & Co. KG, Wiesbaden, 
Deutschland 

Heraeus pico Biofuge Zentrifuge Thermo Electron GmbH, Oberschleißheim, 
Deutschland 

Heraeus fresco Biofuge Zentrifuge Thermo Electron GmbH, Oberschleißheim, 
Deutschland 

Heraeus HERAsafe Sicherheitswerkbank Thermo Electron GmbH, 
Oberschleißheim, Deutschland 

Wasserbad GFL-1083 GFL Gesellschaft für Labortechnik GmbH, 
Burgwedel, Deutschland 

Mikroskop: Axiovert 25, Axioskop, und 
Axioskop 2 MOT 

Carl Zeiss Jena GmbH, Jena, 
Deutschland 

IDL TRM-50 Rollenmischer IDL GmbH & Co. KG, Nidderau, 
Deutschland 

HM 500 OM Microm   
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Leica RM 1125RT Microm Leica, Wetzlar, Deutschland 
pH-Meter Inolab WTW, gekauft bei A. Hartenstein GmbH, 

Würzburg, Deutschland 
Kern 770 Feinwaage Kern & Sohn GmbH, gekauft bei A. 

Hartenstein GmbH, Würzburg, 
Deutschland 

Scaltec SPO 51 Waage Scaltec Instruments GmbH, Göttingen, 
Deutschland 

azure Imager c400 azure biosystems, Dublin, USA 
Mikro-Zentrifuge FugeOne® STARLAB GmbH, Hamburg, Deutschland 
Mikrowelle Panasonic NN-3206 Panasonic Marketing Europe GmbH, 

Wiesbaden, Deutschland 
BDTM LSR II BD Bioscience, San Jose, USA 

 
 
 
 
 
3.1.10 Software 
 

Tab. 10: Software 
AxioVision Carl Zeiss Jena GmbH, Jena, 

Deutschland 
AzurSpot Azur Biosystems, Dublin, USA 

Endnote X9 Bilaney Consultants GmbH, 
Studentenlizenz über die Universität 
Würzburg, Deutschland 

Excel Microsoft Office, Studentenlizenz über 
die Universität Würzburg, Deutschland 

FlowJo 10.5.3 FlowJo LLC, Ashland, USA 

Gel Analyzer 2010 gelanalyzer.com, © Dr. Istvan Lazar 

Photoshop Elements  Adobe, gekauft von der Universität 
Würzburg, Deutschland 

Word Microsoft Office, Studentenlizenz 
über die Universität Würzburg, 
Deutschland  



 23 

3.2 Methoden 

 
3.2.1 Isolieren und Kultivieren von hMSCs 

 
3.2.1.1 Isolierung von hMSCs aus Nativgewebe 

 
In Übereinkommen mit der Ethikkommission der Universität Würzburg, unter 

dem Aktenzeichen AZ-82/08, erfolgte die Isolierung von hMSCs aus sechs 
verschiedenen Geweben des Kniegelenkes. Dabei handelte es sich um 

Knochen, Knorpel, Synovialkapsel, das vordere Kreuzband, die Menisken sowie 
den Hoffa-Fettkörper. Diese Gewebe wurden, nach vorherigem Einverständnis 

der Patientinnen, bei Implantation einer totalen Kniegelenksprothese von 
Arthrosepatientinnen für diesen Forschungszweck gewonnen. Verwendet 

wurden die Materialien von fünf unterschiedlichen Patientinnen in einem Alter 
zwischen 46 und 58 Jahren (Durchschnittsalter 52). Die Entnahme des Gewebes 

erfolgte intraoperativ unter sterilen Bedingungen und wurde in einem sterilen 
Behältnis umgehend ins Labor gebracht, wo es dann im Inkubator bei 37°C und 

5% CO2 bis zur Weiterverarbeitung zwischengelagert wurde. Bei der 
anschließenden Verarbeitung wurde gleichzeitig auch von jeder Gewebeprobe 

ein kleines Stück für eine orientierende histologische Analyse, mittels 
Hämatoxylin-Eosin Färbung und mikroskopischer Betrachtung, abgetrennt und 
zur weiteren Lagerung in ein separates, mit Ethanol gefülltes, 15 mL Tube 

gegeben. Zur Gewinnung der Zellen aus dem Knochenmaterial wurde dieses 
manuell zerkleinert sowie versucht durch Auskratzen mittels einer scharfen 

Kürette, möglichst viel des Knochenmarks und der Knochenspongiosa zu 
gewinnen, welches dann gesammelt in Zentrifugenröhrchen mit einem 

Fassungsvolumen von 50 mL gepackt wurde. Diese Röhren wurden nach 
Auffüllen mit DMEM/Ham's F12-Medium auf ein Gesamtvolumen von 50 mL per 

Hand geschüttelt, bevor sie dann für 5 min bei 200 x g zentrifugiert wurden. Der 
danach bestehende Überstand mit der aufgelagerten Fettschicht wurde 



 24 

anschließend mit Hilfe einer Pasteurpipette abgesaugt und verworfen. 

Anschließend wurde das Röhrchen erneut mit 10 mL MSC-Medium gefüllt und 
zum weiteren Herauslösen von hMSCs aus den Knochentrabekeln mit Hilfe des 

Vorstehers durchgemischt. Nach einer kurzen Ruhephase, in der sich die 
schweren Anteile des Knochensediment absetzen konnte, wurde die 

entstandene Zellsuspension über ein Zellsieb mit einer Maschendichte von 100 
µm pippetiert und damit in ein neues Zentrifugenröhrchen von 50 mL Volumen 

transferiert. Diese neu gewonnene Zellsuspension wurde anschließend erneut 
bei 200 x g für 5 min zentrifugiert und anschließend der neue Überstand wieder 

vorsichtig mit einer Pasteurpipette abgesaugt. Nun wurde die dadurch am Boden 
verbliebene Zellsuspension mit MSC-Medium auf 10 mL Gesamtvolumen 

aufgefüllt und die die Zellen durch ein vorsichtiges Auf- und Abpipettieren 
resuspendiert. 

Zu der Gewinnung von Zellen aus dem Knorpel wurde dieser zuerst mit einem 
Skalpell vorsichtig von der Knochenoberfläche abgelöst und danach manuell 
zerkleinert. Das zerkleinerte Material wurde anschließend in ein 50 mL-

Zentrifugenröhrchen überführt, welches dann mit 1 mL Pronase 1,95% und 20 
mL MSC-Medium aufgefüllt wurde und für 1 Stunde auf einem Rotator bei 37°C  

im Brutschrank inkubiert wurde. Danach wurde diese Suspension für 5 min bei 
200 x g zentrifugiert und der entstandene Überstand mit Hilfe einer 

Pasteurpipette abpippetiert und verworfen. Anschließend wurde das 
Zentrifugenröhrchen erneut mit 36 mL MSC-Medium und 4 mL 

Kollagenaselösung aufgefüllt. Dies wurde nun über Nacht erneut auf dem 
Rotator im Brutschrank inkubiert. Am nächsten Tag wurde die so entstandene 
Zellsuspension über ein 100 µm-Zellsieb in ein neues 50 mL-

Zentrifugenröhrchen überführt und anschließend bei 200 x g für 5 min 
zentrifugiert. Der Überstand wurde nun vorsichtig mit einer Pasteurpipette 

abgesaugt und verworfen. Anschließend wurde das Röhrchen mit 10 mL MSC-
Medium gefüllt. Die Resuspension der Zellen erfolgte durch vorsichtiges Auf- 

und Abpipettieren. Um Zellen aus dem Meniskus, dem Hoffa-Fettkörper, dem 
vorderen Kreuzband und der Synovia zu gewinnen wurden die Materialien zuerst 
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manuell mit Hilfe von sterilen Pinzetten, Scheren und Skalpellen stark zerkleinert, 

um eine möglichst hohe Materialoberfläche zu erzeugen. Anschließend wurde 
das jeweilige Material in einem 50 mL-Zentrifugenröhrchen gesammelt, welches 

mit 20 mL MSC-Medium und 4 mL Kollagenaselösung aufgefüllt wurde. Zur 
Lösung der Zellen von dem Material wurden die gefüllten Zentrifugenröhrchen 

über Nacht auf einem Rollbrett im Brutschrank inkubiert. Am nächsten Tag 
wurde die so entstandene Zellsuspension über ein 100 µm-Zellsieb in ein 

neues 50 mL-Zentrifugenröhrchen überführt und anschließend bei 200 x g für 5 
min zentrifugiert. Der Überstand wurde nun vorsichtig mit einer Pasteurpipette 

abgesaugt und verworfen. Anschließend wurde das Röhrchen mit 10 mL MSC-
Medium gefüllt und die Zellen durch vorsichtiges Auf- und Abpipettieren 

resuspendiert. 
Um den Anteil vitaler Zellen zu bestimmen, wurde von den Zellsuspensionen je 

10 µL entnommen und in eine Mischung aus 30 µL PBS und 10 µL 
Tryptanblaufärbelösung vermengt (Verdünnung 1:50). Bei diesem Vorgang 
nehmen die bereits avitalen Zellen den Farbstoff auf, während die noch vitalen 

Zellen ungefärbt bleiben. Zur Auszählung wurden nun 10 µL (Verdünnung 1:500) 
dieser neuen Suspension in die Neubauer Zählkammer gegeben. Durch die 

folgende Formel konnte nun die Anzahl der vitalen Zellen bestimmt und für die 
gesamte Zellsuspension hochgerechnet werden: 

 

[Mittelwert an vitalen Zellen aus allen 4 Quadranten] x [10 4] x [500] x [X] 

104 = Kammerfaktor; 500 = Verdünnungsrate; mit X = Gesamtvolumen an Zellsuspension 

 
Anschließend wurden ca. 4 x 106 vitale Zellen/cm2 Kulturfläche in 
Zellkulturflaschen mit 175 cm2 Größe ausgesät und bei 37°C in einem 

Brutschrank mit einer feuchten Atmosphäre (95% Luft, 5% CO2) kultiviert. Wurde 

die benötigte Zellzahl nicht erreicht, wurden die Zellen zuerst in eine 75 cm2 

Kulturflasche ausgesät. Dabei wurde das berechnete Volumen der 
Zellsuspension mit MSC-Medium aufgefüllt, so dass ein Gesamtvolumen von 25 

mL in der 175 cm2, beziehungsweise 15 mL in der 75 cm2 Kulturflasche erreicht 
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wurde. Nach einer Zeit von 72 h wurde das Medium mitsamt der nicht-

adhärenten Zellen vorsichtig mit einer Pipette abgesaugt. Die adhärenten Zellen 
wurden im Anschluss vorsichtig mit PBS gespült und anschließend die Flasche 

erneut mit MSC-Medium auf 25, bzw. 15 mL aufgefüllt. Ab nun erfolgte dreimal 
wöchentlich ein Mediumwechsel mit MSC-Medium bis eine Zellkonfluenz von 

circa 90% innerhalb der Kulturflasche erreicht wurde. 

 

 

3.2.1.2 Ablösen und Kryokonservierung der hMSCs 

 
Um die Zellen zu „Ernten“ wurde das Medium zunächst gänzlich abgesaugt 
sowie die Zellen fünf Minuten mit PBS/EDTA gewaschen, um alle Mediumreste 

zu entfernen. Die Zellen wurden im Anschluss zur Ablösung zwei Minuten mit 5 
mL 0,25% Trypsin/EDTA benetzt und im Brutschrank inkubiert. Um die Reaktion 

zu stoppen, wurde dann die doppelte Menge MSC-Medium dazugegeben und 
die Zellsuspension in ein 50 mL-Tube überführt. Zur Entfernung des Trypsins 

wurde das Tube nun für 5 min bei 200 x g zentrifugiert. Anschließend wurde der 
Überstand vorsichtig abgesaugt und das Zellpellet in 10 ml MSC-Medium 

resuspendiert. Zur Bestimmung der nun vorhandenen Zellzahl wurde nun erneut 
der Anteil vitaler Zellen in der Suspension mittels der Neubauer Zählkammer 

bestimmt. Um die gewonnen Zellen besser lagern zu können, wurde diese nun 
kryokonserviert. Dafür wurde diese auf Kryotubes aufgeteilt. Pro Tube wurde 

eine Zellzahl von mindestens 5 x 105, jedoch besser mindestens 1 x 107 

benöt igt ,  welche dann in 1,5 m L eines Konservierungsmedium bestehend 

aus 50% FCS, 40% MSC-Medium sowie 10% DMSO bei -80°C eingelagert 
wurden. Nach Bestimmen der Zellzahl wurde das benötigte 

Konservierungsmedium angesetzt und die Zellsupsension erneut bei 200 x g für 
5 min zentrifugiert. Nun wurde der Überstand abgesaugt und das Zellpellet in 

dem Konservierungsmedium resuspensiert, bevor es zügig auf die vorbereiteten 
Kryotubes aufgeteilt und sofort eingefroren wurde. Dies muss zügig geschehen, 
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da das DMSO sonst in die Zellen eindringt und diese zerstört. 

3.2.2 Differenzierung von hMSCs 

 
Um die hMSCs differenzieren zu können, wurde mit verschieden 

Wachstumsmedien drei verschiedene Bedingungen geschaffen, in denen die 

zuvor isolierten nativen hMSCs nun dazu angeregt wurden, sich adipogen, 
osteogen oder chondrogen zu differenzieren. Auftauen von hMSCs Nach 

erfolgreicher Gewinnung von hMSCs aus allen zu untersuchenden Geweben 
wurde nun zur weiteren Verarbeitung von den zuvor kryokonservierten 

Zellen jeweils ein Tube aufgetaut. Dazu wurden zunächst 10 mL MSC-Medium in 
ein 15 mL Tube vorgelegt und dieses dann im Inkubator bei 37°C gelagert. Die 
Kryotubes wurden in der Zeit bei Raumtemperatur auf Eis langsam wieder 

aufgetaut. Sobald diese aufgetaut waren, wurde der Inhalt zügig mit einer Pipette 
in die vorgewärmten 15 mL Tube überführt. Diese wurden nun, zur Entfernung 

des Konservierungsmediums, für 5 min bei 1200 rpm zentrifugiert. Anschließend 
wurde der Überstand verworfen und das Zellpellet in 10 mL frischem MSC-

Medium erneut resupensiert. Die resuspensierten Zellen wurden nun erneut in 
175 cm2 Kulturflaschen ausgesät und mit MSC-Medium auf 25 mL 

Gesamtvolumen aufgefüllt. Es erfolgte eine erneute Wachstumsphase, bis 
wieder eine Konfluenz von ungefähr 90% erreicht wurde. Sobald diese erreicht 

war, wurden die Zellen erneut, wie bereits dargestellt, abgelöst, aufgereinigt und 
in 20 mL MSC-Medium resuspensiert und ausgezählt. Wenn ein Volumen von 

mindestens 3 x 106 Zellen vorhanden war, konnte mit der Differenzierung 
begonnen werden. 

 
 

3.2.2.1 Monolayer Kulturen für die adipogene und osteogene 

Differenzierung 

Für die adipogene sowie die osteogene Differenzierung wurden jeweils zwei 6-
well Platten als auch für die osteogene Differenzierung zusätzlich ein 4 Kammer 
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Chamberslide mit einem definierten Zellvolumen gefüllt. Von diesen dienten bei 

jeder 6-Well Platte je drei der Wells zur Differenzierung und die Übrigen zur 
Kontrolle. Bei den Chamberslides dienten je zwei Kammern zur Differenzierung 

und die anderen beiden Kammern zur Kontrolle. Für die Monolayerkulturen 
wurde aus der, wie in 2.2.2.1 beschriebenen, Zellsuspension das für die Anzucht 

benötigte Volumen errechnet und in ein neues Tube überführt. Für die 6-Well 
Platten wurden jeweils 3x104 Zellen pro Well eingesetzt, während die 

Chamberslides mit einer Zellzahl von 5x103 Zellen pro Kammer gefüllt wurden. 
Es wurde dementsprechend aus der Zellsuspension ein Volumen errechnet, in 

dem 3,6 x 105 Zellen für die jeweils zwei 6-Well Platten, bzw. 2 x 104 vorhanden 
waren. Für die zwei 6-Well Platten wurde das errechnete Volumen dann in einem 

15 mL-Tube mit MSC-Medium bis zu einem Volumen von 12 mL aufgefüllt und 
danach vermischt durch vorsichtiges auf- und abpippetieren. Aus dieser 

Suspension wurde nun je 1 mL in ein Well, in die zuvor jeweils 1 mL MSC-
Medium vorgelegt wurde, pipettiert und durch behutsames Schwenken der 
Platten gleichmäßig verteilt. Analog wurde die für die Chamberslides zuvor 

errechnete Menge der Zellsuspension in einem 15 mL-Tube auf 4 mL aufgefüllt 
und jede Kammer mit 1 mL gefüllt. Damit die Zellen adhärieren konnten, wurden 

die Platten im Anschluss für etwa 48 h im Brutschrank bei 37°C inkubiert. Vor 
der eigentlichen Differenzierung wurden nun wieder alle zwei bis drei Tage ein 

Mediumwechsel durchgeführt, bis eine Konfluenz erreicht wurde. 

 

 

3.2.2.1.1 Adipogene Differenzierung 

 

Sobald die Wells konfluent bewachsen waren, wurde der erste Mediumwechsel 
durchgeführt, bei welchem nun statt MSC-Medium bei drei Wells pro Platte ein 

Kontrollmedium bestehend aus DMEM/HAM’S F-12, 10% FCS und 1% 
Penicillin/Streptomycin (100x). Bei den jeweils anderen drei Wells wurde als 

Differenzierungsmedium DMEM High Glucose (4,5 g/L), 10% FCS, 1% 
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Penicillin/Streptomycin (100x), 1µM Dexamethason, 500 µM IBMX, 1µg/mL 

Insulin sowie 100 µM Indomethacin vor jedem Mediumwechsel frisch angesetzt 
und beim Mediumwechsel verwendet. Ab diesem Zeitpunkt wurden die Zellen 

über 21 Tage dem Differenzierungsreiz ausgesetzt, wobei der Mediumwechsel 
alle zwei bis drei Tage erfolgte, um eine dauerhaft gute Versorgung mit den 

benötigten Nährstoffen zu gewährleisten. Am Ende der 21 Tage erfolgte von je 
drei Kontroll- und drei Differenzierungslinien eine Färbung mit Oil-Red. Die 

restlichen Zellen wurden zur weiteren Bearbeitung „geerntet“. Dafür wurde aus 
den Wells zunächst vorsichtig mit einer Pasteurpipette das Medium abgesaugt 

und die Wells anschließend mit PBS gespült. Danach wurden die drei Wells mit 
insgesamt 350 µL RA1 aus dem RNA Isolationsset von Macheray & Nagel 

beträufelt und die Zellen vorsichtig mit einem Zellschaber mechanisch abgelöst 
und zusammen in ein 1,5 mL Eppendorfgefäß überführt, welches vor der 

weiteren Verbreitung mit flüssigem Stickstoff schockgefroren um im Anschluss 
anschließend bei -80°C gelagert zu werden. 

 
 

3.2.2.1.2 Osteogene Differenzierung 

 

Analog zu den Zellen der adipogenene Differenzierung wurden die Zellen zur 
osteogenen Differenzierung vorbereitet und nach Erreichen der Konfluenz mit 
einem Differenzierungsmedium versorgt. Für die Kontrollgruppe wurde dabei 

das gleiche Medium wie bei der Kontrolle der adipogenen Differenzierung 
verwendet. Bei den Zellen, welche dem Differenzierungsreiz ausgesetzt wurden, 

bestand das Medium aus DMEM High Glucose (4,5 g/L), 10% FCS, 1% 
Penicillin/Streptomycin (100x), 50 µg/mL L-Ascorbin-Säure-2-Phosphat, 100 nM 
Dexamethason und 10 mM Glycerophosphat. Dieses wurde, ebenso wie das 

adipogene Differenzierungsmedium, vor jedem Mediumwechsel frisch 
angesetzt. Der Mediumwechsel erfolgte dabei über einen Zeitraum von 21 Tagen 

alle 2-3 Tage. Anschließend wurde eine der zwei 6-Well Platten mit Alizarin-Rot 
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für die histologische Untersuchung gefärbt, während die Zellen der andere 6-

well Platte analog zur adipogenen Differenzierung für die 
molekulargenetische Untersuchung geerntet wurden. Die Chamberslide-Platten 

wurden ebenfalls nach den 21 Tagen zur weiteren Auswertung vorbereitet. Dafür 
wurde das Medium vorsichtig mit einer Pasteurpipette abgesaugt, die Kammern 

3x mit PBS gespült und anschließend für 10 min mit eiskaltem Methanol fixiert 
und luftgetrocknet. 

 

 

3.2.2.2 Pellet-Zellkulturen für die chondrogene Differenzierung 

 
Im Gegensatz zu den Zellen der adipogenen und osteogenen Differenzierung 

wurden die Zellen zur chondorgenen Differenzierung nicht als Monolayer- 
sondern als Pellet-Zellkultur verarbeitet. Für jedes Gewebe wurden dabei acht 

Pellets erstellt. Von diesen dienten je vier Pellets zur Differenzierung und vier als 
Kontrollgruppe. Pro Pellet wurde eine Zellzahl von 3 x 105 Zellen verwendet, so 
dass eine Gesamtzellzahl von 2,4 x 106 Zellen benötigt wurde. Zur Herstellung 

der Pellet-Zellkulturen wurden die Zellen zunächst, wie bereits in Kapitel 3.2.2   
erörtert   vorbereitet.   Das   errechnete   Volumen   wurde dann anschließend 

in ein neues 50 mL-Tube überführt. Im Anschluss wurde dieses für 5 min bei 
1200 rpm zentrifugiert und anschließend der Überstand aus MSC- Medium 

vorsichtig abgesaugt. Das am Boden verbliebene Zellpellet wurde dann in 
serumfreien DMEM/HAM’s F-12 Medium resuspensiert und 3x gewaschen, um 

keine Serumreste zu haben. Nach dem letzten Waschschritt wurden die in 
DMEM/HAM’s F-12 Medium befindlichen Zellen zu je 10 mL auf zwei frische 15 

mL-Tubes aufgeteilt, ein weiteres Mal für 5 min bei 1200 rpm zentrifugiert und 
der entstandene Überstand erneut verworfen. Die Zellen, welche zur 

Differenzierung dienten, wurden nun in 2 mL chondrogenem 
Differenzierungsmedium bestehend aus DMEM High Glucose (4,5 g/L), 1% 

Penicillin/Streptomycin (100x), 50 µg/mL L-Ascorbin-Säure-2-Phosphat, 100nM 
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Dexamethason, 100 µg/mL Pyruvat, 40 µg/mL L-Prolin, 1% ITS1+ und 10 ng/mL 

TGF-ß1 resuspensiert und zu je 0,5 mL auf für 15 mL Tubes verteilt. Die als 
Kontrolle dienenden Zellen wurden analog in Kontrollmedium bestehend aus 

DMEM High Glucose (4,5 g/L) und 1% Penicillin/Streptomycin (100x) 
resuspensiert. Anschließend wurden alle Tubes wieder für 5 min bei 1200 rpm 

zentrifugiert. Die Deckel der Tubes wurden nun, zur Gewährleistung einer 
Sauerstoffzufuhr, um ein Viertel aufgedreht und die Tubes anschließend im 

Inkubator bei 37°C und 5% CO2 gelagert. 
 

3.2.2.2.1 Chondrogene Differenzierung 

 
Die, wie in 3.2.2.2 beschrieben, vorbereiteten hMSCs, wurden für 28 Tage im 
Inkubator gelagert. Innerhalb der ersten drei bis vier Tage formten sich die 
Pellets. Danach erfolgte zweimal wöchentlich ein Mediumwechsel mit dem 

vorher beschriebenen chondrogenen Differenzierungs- beziehungsweise 
dem chondrogenen Kontrollmedium. Um das Pellet nicht zu zerstören, wurde 

das ältliche Medium unter großer Vorsicht mit Hilfe einer Pasteurpipette 
abpipettiert sowie anschließend mit 2 mL frischem Medium ersetzt. Nach 28 

Tagen wurden die Pellets geerntet und zur weiteren histologischen sowie 
molekularbiologischen Untersuchung vorbereitet. 

 

 

3.2.3 Histologische Untersuchungen 

 
3.2.3.1 Silanisierung von Objektträgern 

 
Als Silanisierung wird die chemische Anbindung einer Silangruppe an eine 

Oberfläche bezeichnet. Durch die Silangruppe wird die Oberfläche beschichtet 
und so die Haftbarkeit an derselbigen verbessert. Dieser Prozess ermöglichte 



 32 

das Auftragen der weichen Gewebe auf den Objektträgern, welche ansonsten 

nicht genug Halt boten für die in Paraffin eingebetteten Schnitte. Die 
Silanisierung der unbeschichteten Objektträger erfolgte dabei mit 3- 

(Triethoxysilyl)-propylamin nach dem folgenden Protokoll: 
 
 

Verweildauer in Lösung Lösung Temperatur [°C] 

5 min Aceton RT 

5 min 
2% 3-(Triethoxysilyl)-

propylamin 
RT 

5 min Aceton RT 

 spülen in H2O dest. RT 

 
Nachdem die so silanisierten Objektträger über Nacht getrocknet waren, 

konnten sie zum Auftragen von histologischen Schnitten verwendet werden. 
 

3.2.3.2 Fixieren und Einbetten der nativen Gewebsproben in Paraffin 

 
Für eine erste optische orientierende Analyse der unterschiedlichen nativen 
Gewebeproben, aus welchen wie bereits beschrieben die hMSCs gewonnen 

wurden, sowie zur Analyse der finalen Differenzierungen der verschiedenen 
Zellreihen wurden mithilfe histologischer Arbeitsmethoden gewebsspezifische 
Anteile gefärbt. Zur Untersuchung der nativen Gewebe des Kniegelenkes, aus 

denen die hMSCs gewonnen wurden, erfolgte bei diesen, wie anschließend im 
nächsten Kapitel beschrieben, eine Hämatoxylin-Eosin (HE)-Färbung zur 

Darstellung der Struktur. Hierzu mussten die Proben zunächst fixiert werden und 
eine Einbettung in Paraffin erfolgen. Dafür wurden bei den, in Kapitel 3.1.1 

beschriebenen zerkleinerten Gewebe, ein 1-2 mm2 großes Gewebsstück in 
einem 15 mL-Tube mit 5 mL 4% Formaldehyd (FA) für mindestens 5 Tage fixiert. 

Anschließend wurde das 4% FA vorsichtig abpipettiert und gegen 5 mL PBS 
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ausgetauscht, in welchem das Gewebe bis zur Einbettung in Paraffin gelagert 

wurde. Für die Einbettung wurde die native Gewebsprobe zunächst in eine 
Einbett-Kassette gelegt und anschließend nach dem folgenden Protokoll 

maschinell, durch das Durchlaufen diverser Lösungen, in Paraffin eingebettet: 

Nach Durchlaufen des Programmes wurde die in Paraffin eingebetteten Proben 
noch „aufgeblockt“. Dafür wurden sie zuerst für circa 15 min in 60 °C warmen, 

flüssigen Paraffin angewärmt. Anschließend wurde eine Formschale aus Metall 
ungefähr zur Hälfte mit geschmolzenem Paraffin gefüllt, bevor, mithilfe einer 

Pinzette, die Proben aus der Einbett-Kassette in der Mitte der Schale mit der 
Schnittfläche nach unten platziert wurden. Dann wurde die Schale auf einer 10 
°C warmen Kühlplatte platziert und vor dem vollständigen Aushärten mit 

flüssigem Paraffin auf ein Volumen von circa 90% aufgefüllt und die Kassette 
daraufgelegt. Abschließend wurden die aufgeblockten Proben für 4h bei RT zum 

Aushärten ruhen gelassen. Danach konnten die ausgehärteten Blöcke aus der 
Schale entnommen werden und wurden bis zum Schneiden bei 4 °C gelagert. 

 

Verweildauer in Lösung Lösung Temperatur [°C] 

2h H2O dest. RT 

1h 50 % EtOH RT 

1h 70 % EtOH RT 

1h 80 % EtOH RT 

1h 100 % EtOH RT 

1h Isopropanol I RT 

1h Isopropanol II RT 

1h Isopropanol/Xylol (1:1) RT 

1h Xylol I RT 

1h Xylol II RT 

3h Paraffin I 60 °C 

3h Paraffin II 60 °C 
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3.2.3.3 Schneiden und Entparaffinieren der nativen Gewebsproben 

 
Zum Zuschneiden wurden die in Paraffin aufgeblockten, nativen 

Gewebeproben aus der Lagerung ohne voriges aufwärmen umgehend 
in die Schneidemaschine eingespannt und anfangs zunächst das 

überschüssige Paraffin in 30 - 40 µm dicken Schritten abgetragen. Sobald die 
eigentliche Probe erreicht war, wurde die Dicke der Schnittschichten auf 4 µm 

reduziert. Die entstandenen Schnitte wurde dann behutsam zuerst kurz in ein 
Bad aus Wasser mit Ethanol getaucht und anschließend in ein warmes 
Wasserbad gelegt. Aus diesem wurden die Schnitte dann auf einen, wie zuvor 

beschrieben, silanisierten Objektträger gezogen und zum Trocknen auf eine 
Wärmeplatte gelegt. Die Entparaffinierung erfolgte im nächsten Schritt nach 

diesem Protokoll: 
 

 

 

3.2.3.4 Hämatoxylin-Eosin-Färbung 

 
Um eine gute Übersicht über die verwendeten Materialen zu gewinnen wurden 

die nativen Proben mit Hämatoxylin-Eosin (HE) gefärbt. Dabei werden basophile 

Verweildauer in Lösung Lösung Temperatur [°C] 

5 min Xylol I RT 

5 min  Xylol II RT 

1 min 96% EtOH I RT 

1 min 96% EtOH II RT 

1 min 70% EtOH RT 

1 min 50% EtOH RT 

 spülen in H2O dest. RT 
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Strukturen, wie bspw. die Phosphorsäureketten der Desoxyribonucleinsäure 

(DNA) oder Ribosomen des Zellkerns, durch das basische Hämalaunblau 
gefärbt. Die azidophilen Strukturen, wie Proteine und aus Proteinen gebildete 

Strukturen, wie zum Beispiel Kollagene, werden hingegen durch den sauren 
Farbstoff Eosin rot eingefärbt. 

Die entparaffinierten, nativen Gewebsproben wurden nach dem folgenden 
Protokoll gefärbt: 

 

Um die Proben gut unter dem Mikroskop untersuchen zu können, wurden die 

verwendeten Objektträger abschließend mit Entellan benetzt sowie ein Deckglas 
aufgelegt und über Nacht trocknen gelassen. 

 

 

 

Verweildauer in Lösung Lösung 

10 min Hämalaun-Lösung 

 spülen in H2O dest. 

3 s Differenzieren in 0,25% HCl, 50% EtOH (1:1) 

 spülen in H2O dest. 

10 min Leitungswasser 

2 min 1% Eosin-Lösung 

 spülen in H2O dest. 

3 s 70% EtOH 

3 s 95% EtOH 

5 min Isopropanol I 

5 min Isopropanol II 

5 min Xylol I 

5 min Xylol II 
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3.2.3.5 Oil RedO-Färbung 

 
Mit Hilfe der Oil RedO-Färbung wurden die Monolayer Zellkulturen der 

adipogenen Differenzierung sowie ihre Kontrollen gefärbt, um die Ausprägung 
fettgewebespezifischer Merkmale vergleichen zu können. Es werden dabei 

durch die Oil RedO-Lösung die Triacylglyceride, welche ein Bestandteil der für 
Fettgewebe typischen Lipidtröpfchen bilden, rot angefärbt. Mit Hilfe der 

Gegenfärbung mittels Hämalaun werden die Zellkerne blau angefärbt. Die 
positive Färbung der Lipidtröpfchen, welche die hMSCs im Rahmen der 

adipogenen Differenzierung ausbilden, gilt hierbei als Marker für das 
adipogene Differenzierungspotential der Zellen. Zur Herstellung der für die 
Färbung benötigten 0,3% Gebrauchslösung wurden am Tag vor der Färbung 

sechs Teile der 0,5% Oil Red O-Stammlösung mit vier Teilen H2O dest. gemischt 

und über 24h bei RT gelagert. Vor der Verwendung wurde die so hergestellte 
0,3% Lösung zur Säuberung von Unreinheiten über einen Papierfilter laufen 

gelassen. Die Fixierung der Zellen und die Oil RedO-Färbung wurden nach 
folgendem Protokoll durchgeführt: 
 
 

Verweildauer in Lösung Lösung 

 waschen in 1x PBS- 

10 min fixieren in 4% Paraformaldehyd 

 waschen in H2O dest. 

5 min 60% Isopropanol 

10 min 0,3 % Gebrauchslösung Oil RedO 

 waschen in 60% Isopropanol 

 waschen in H2O dest. 
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3 min Hämalaun-Lösung 

24 h trocknen bei RT 
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Die so gefärbten Wells konnten anschließend unter dem Mikroskop 

ausgewertet werden. 

 

 

3.2.3.6 Alizarin Red S-Färbung 

 
Zum Vergleich der Entwicklung osteogener Merkmale der osteogen 
differenzierten Monolayer-Zellkulturen und der zugehörigen Kontrollen wurde die 

Alizarin Red S-Färbung verwendet. Dabei bildet die Alizarin Red S-Lösung mit 
Ca2+-Ionen, welche in Form von Calciumphosphat Komplexen ein typischer 
Bestandteil der ausgehärteten Matrix osteogener Gewebe bildet, einen roten 

Farbstoff. Somit gilt die positive Färbung mit Alizarin Red S als ein Marker für 
eine osteogene Differenzierung der hMSCs. 

Die Fixierung sowie die Färbung der hMSCs wurde nach dem folgenden 
Protokoll durchgeführt: 

 
Die so gefärbten Wells konnten anschließend unter dem Mikroskop 
ausgewertet werden. 
 

 
 

Verweildauer in Lösung Lösung 
 waschen in 1x PBS- 

10 min fixieren in eiskaltem Methanol 
 waschen in H2O dest. 

2 min 1% Färbelösung 
 dreimaliges waschen in H2O dest. 

24 h trocknen der gefärbten Wells bei RT 



 39 

3.2.3.7 Kryokonservierung der Pellet-Zellkulturen 

 
Um die Pellet-Zellkulturen der chondrogenen Differenzierung histologisch und 
immunhistologisch auswerten zu können, wurde jeweils eins der differenzierten 

Pellets, sowie eine der zugehörigen Kontrolle verwendet. Dafür wurden 
Kryoschnitte der Pellets angefertigt. Im ersten Schritt wurde dafür das Medium 

aus dem 15 mL-Tube abgesaugt und das Pellet dreimal in 1x PBS- gewaschen. 
Anschließend wurde Tissue-Tek® in dem Deckel eines 1,5 mL Eppendorf-

Gefäßes vorgelegt. Das Pellet wurde nun kurz, mit Hilfe einer feinen Pinzette, in 
einen Tropfen 1% Eosin-Lösung getaucht, um es rot einzufärben, wodurch das 
spätere Wiederfinden im Kryoschnitt erleichtert wurde. Das gefärbte Pellet 

wurde dann im Tissue-Tek® eingebettet und das Eppendorf-Gefäß kopfüber in 
flüssigem Stickstoff schockgefroren, bevor es bis zur weiteren Bearbeitung bei 

-20 °C gelagert wurde. 

 

 
3.2.3.8 Erstellen von Kryoschnitten der Pellets 

 
Um die kryokonservierten Pellets färben zu können, mussten zunächst Schnitte 

der Präparate angefertigt werden. Die Schnitte wurden dabei im Kryostat erstellt. 
Der Innenraum des Kryostats ist dabei auf -22 °C runtergekühlt und die Klinge 

auf -10° C gekühlt, um eine saubere Schnittführung zu ermöglichen. 
Anschließend wurden die zuvor bei -20 °C gelagerten eingebetteten Pellets aus 
dem Deckel des Eppendorf-Gefäßes ausgelöst und mit einem Tropfen Tissue-

Tek® auf einem Objektträger befestigt. Der so fixierte Block wurde nun zuerst 
bei einer 30 µm Schnittdicke angeschnitten, bis das Eosin gefärbte Pellet 

erreicht wurde. Zur Herstellung der Kryoschnitte wurde die Schnittdicke nun auf 
10 µm geändert. Die so entstehenden Schnitte wurden dann auf einen 

SuperFrost® Objektträger aufgetragen und anschließend bis zur weiteren 
Verwendung bei -20 °C gelagert. 
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3.2.3.9 Alcian Blau-Färbung 

 
Zum Vergleich der Entwicklung von chondrogenen Merkmalen wurden Schnitte 

der chondrogen differenzierten Pellet-Kulturen mit Aclian Blau gefärbt. Negativ 
geladene Proteoglykane, welche einen Bestandteil der extrazellulären Matrix 

chondrogener Gewebe darstellen, werden durch die Lösung blau gefärbt. Eine 
positive Färbung gilt dabei als ein Marker für ein chondrogenes 

Differenzierungspotential der Gewebe, da sulfatierte Proteoglykane in großer 
Menge in chondrogenen Geweben anzutreffen sind, da sie diesen die für Knorpel 

typische Gleitfähigkeit und Puffereigenschaft verleihen. Die Färbung der Pellets 
erfolgte nach dem folgenden Protkokoll: 
 
 

Verweildauer in Lösung 
 

Lösung 

3 min 3% Essigsäure 

30 min 1% Alcian Blau-Lösung (pH 1,0) 
 waschen in H2O dest. 

2 min 0,1% Kernechtrot-Lösung 

 waschen in H2O dest. 

3 s 70% EtOH 

3 s 95% EtOH 

5 min Isopropanol I 

5 min Isopropanol II 

5 min Xylol I 

5 min Xylol II 

Abschließend wurden die Objekträger mit Entellan bedeckt und ein Deckglas 

aufgelegt. Nach dem Trocknen konnten diese Schnitte am Mikroskop 
ausgewertet werden. 
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3.2.3.10 Immunhistologie 

 
Um spezifische Antigene darstellen zu können, wurden immunhistochemische 
Färbungen der osteogen und chondrogen differenzierten hMSCs angefertigt. 

Dabei wurden die jeweiligen Antikörper zu den Antigenen in den wie in Tab. 4 
angegebenen Konzentrationen verwendet. Die Immunhistochemie der 

chondrogenen Differenzierungen wurden an Kryoschnitten durchgeführt, 
welche in gekühltem Aceton zuvor 10 min fixiert wurden. Die osteogenen 

Differenzierung wurden auf den Chamberslides gefärbt. Diese wurde dafür 
vorher dreimal in 1x PBS- gewaschen und anschließend in eiskaltem Methanol 

für 10 min fixiert. Für die nächsten Arbeitsschritte wurde das VECASTAIN® 

UNIVERSAL ABC KIT verwendet. Die immunhistochemische Färbung erfolgte 

nach dem folgenden Protokoll: 
 
 

Verweildauer in Lösung Arbeitsschritt in Lösung 

 drei Mal waschen in 1x PBS- 

 markieren der Zellumrandung mit DarkoPen 

10 min 
blocken der endogenen Peroxidase in 3% H2O2 

in PBST 
 drei Mal waschen in 1x PBS- 

30 min 
blocken in 10% Blockierungslösung in PBST 

(VECASTAIN® UNIVERSAL ABC KIT) 

1 h inkubieren in primären Antikörper (Tab. X) 

5 min waschen in 1x PBS- 

30 min 
inkubieren in sekundärem biotinylierten 

Antikörper in PBS 

5 min waschen in 1x PBS- 
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Die hier durchgeführte immunhistochemische Färbung basiert auf dem 
sogenannten A(vidin)-B(iotin)-C(omplex)-Prinzip. Durch die Färbung kann der 
qualitative sowie quantitative Nachweis einer Struktur erfolgen, in dem ein für sie 

vorgesehener antigenspezifischer, primärer Antikörper an ihr bindet. An 
denselbigen primären Antikörper bindet nun im nachfolgenden Schritt ein 

sekundärer, biotinylierter Antikörper. Das Biotin Molekül dieses sekundären 
Antikörpers bildet dann extrem starke Wechselwirkungen zu an Avidin 

gekoppelten Peroxidasen aus. Dank des Vector® NovaREDTM können diese dann 
in einer rötlich-braunen Färbung dargestellt werden. Nach Inkubation mit dem 

primären sowie dem sekundären Antikörper wurde unmittelbar anschließend die 
Färbung mit Vector® NovaREDTM nach dem folgenden Protokoll durchgeführt: 

 

Verweildauer in Lösung Arbeitsschritt in Lösung 

10 min 
inkubieren in Vector® NovaREDTM 

Peroxidase Lösung 
 waschen in H2O dest. 

5 min Gegenfärbung in Hämalaun-Lösung 

10 min bläuen in Leitungswasser 

1 min waschen in H2O dest. 

 

Die Objektträger wurden anschließend mit Entellan benetzt und ein Deckglas 

aufgelegt. Danach konnten die Schnitte am Mikroskop ausgewertet werden. 

 

 

3.2.3.10.1  Kollagen Typ II-Färbung 

 

Analog zu Col I, dient Col II in hyalinem Gelenkknorpel als wichtiger Bestandteil 
der extrazellulären Matrix. Zusammen mit verschiedenen Proteoglykanen ist es 



 43 

für dessen Beschaffenheit verantwortlich und dient daher als Marker für eine 

chondrogene Differenzierung der hMSCs. Das fribrilläre Col II setzt sich aus drei 
α1-Peptidketten zusammen. Bei der immunhistochemischen Färbung bindet der 

verwendete primäre Antikörper daher an die α1 - Peptidketten des Col II. Die 
Färbung wurde mit dem VECASTAIN® UNIVERSAL ABC KIT in Kombination mit 

dem Vector® NovaREDTM Detektionssystem durchgeführt. 

 

 

3.2.3.10.2   Kollagen Typ X-Färbung 

 
Col X ist ein weiterer Marker für eine chondrogene Differenzierung. Es spielt eine 

wichtige Rolle in der enchondralen Ossifikation im Rahmen des hypertrophen 
Wachstums postmitotischer Chrondrozyten. Anders als bei den fibrillären Col I 

und II bilden die α1-Peptidketten eine retikuläre Struktur aus. Auch bei dieser 
Färbung bindet der primäre Antikörper an die α1-Peptidketten des Col X. Die 

Färbung wurde mit dem VECASTAIN® UNIVERSAL ABC KIT in Kombination mit 
dem Vector® NovaREDTM Detektionssystem durchgeführt. 

 

 
3.2.4 Molekularbiologische Untersuchungen 

 
3.2.4.1 Isolation des hMSC-Lysats 

 
Zur weiteren Analyse der differenzierten Zellen und ihrer Genexpression erfolgte 

am Ende der Differenzierungszeiträume eine Lysierung der Zellen, um ihre mRNA 
zu extrahieren. Dafür wurde das Nucleospin® RNA II Isolation Kit der Firma 

Machery-Nagel genutzt. Im ersten Schritt wurden die Zellen dabei mit einem 
Lysatpuffer, bestehend aus ß-Mercapthoethanol und der im Kit enthaltenen RA1-

Lösung (Verhältnis 1:100), versetzt. 
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3.2.4.1.1 Lysieren der Monolayer-Zellkulturen 

 
Zur Lysierung der adipogen und osteogen differenzierten Monolayer 
Zellkulturen, wurde je eine der 6-Well Platten, auf welcher je 3 Wells zur  

Differenzierung und zur Kontrolle dienten, am Ende der 21 Tage genutzt. Dafür 
wurde zunächst das Medium abgezogen und die Wells mit 1x PBS- gewaschen. 

Anschließend wurden 550 µL des Lysatpuffers auf je 3 zusammengehörige Wells 
aufgeteilt und die Zellen mit Hilfe eines Zellschabers vorsichtig aus den Wells 

gelöst. Anschließend wurden die so aus den 3 Wells gelösten Zellen zusammen 
in ein 1,5 mL-Eppendorfgefäß überführt und in flüssigem Stickstoff 

schockgefroren, bevor die Lysate bis zur weiteren Verarbeitung bei -80 °C 
gelagert wurden. 

 
 

3.2.4.1.2 Lysieren der Pellet-Zellkulturen 

 
Das Lysat der chondrogenen Differenzierung und ihrer Kontrollen wurde aus je 

drei der vier angelegten Pellets gewonnen. Dafür wurde das Medium vorsichtig 

abgezogen und die Pellets vorsichtig mit 1x PBS- gewaschen. Anschließend 

wurden die Pellets in ein 1,5 mL-Eppendorfgefäß überführt, in welchem 350 µL 

des Lysatpuffers vorgelegt wurden. Die Pellets wurden dann mit Hilfe einer 
Mikropistille zerkleinert und in flüssigem Stickstoff schockgefroren, bevor sie bis 

zur weiteren Verarbeitung bei -80 °C gelagert wurden. 

 

 
3.2.4.2 RNA-Isolation und Aufreinigung 

 

Wie bereits bei der Isolierung der mRNA wurde für die Aufreinigung der RNA das 

Nucleospin® RNA II Isolation Kit der Firma Machery-Nagel verwendet. Im ersten 
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Schritt wurde das Lysat dafür auf Eis liegend aufgetaut. Währenddessen wurde 

70% EtOH in einem 2mL Tube in der Menge vorgelegt, welche auch von dem 
Lysatpuffer benutzt wurde (350 bzw. 550 µL). Nun wurde eine erste 

Filtermembran auf dem Tube platziert, das aufgetaute Lysat darüber pipettiert 
und das Tube anschließend bei 11000 x g für 1 min zentrifugiert. Nach der 

Zentrifugation wurde die Filtermembran verworfen und das entstandene Filtrat 
durch mehrmaliges Auf- und Abpipettieren durchmischt. Im nächsten Schritt 

wurde dieses durchmengte Filtrat in zwei Portionen über eine Silicamembran, 
welche in einem neuen 2 mL-Tube eingesetzt wurde, pipettiert um dann erneut 

bei 11000 x g für 30 sec zentrifugiert zu werden. Der entstandene Überstand in 
dem Tube wurde im Anschluss an die Zentrifugation verworfen, da sich die RNA 

durch den Lysatpuffer an der Silicamembran fixiert. Um diese wieder zu lösen 
wurde die benetzte Silicamembran in einem neuen 2 mL Tube platziert und mit 

350 µL Membrane Desalting Buffer (MDB) bedeckt und das Tube dann erneut für 
1 min bei 11000 x g zentrifugiert. Der MDB dient dabei zur Trocknung und 
Entsalzung der Membran und der an ihr haftenden RNA, welches zu einem 

besseren DNAse-Verdau führt. Für den DNAse-Verdau wurde die Silicamembran 
mit DNAse bedeckt und bei RT für 15 min stehen gelassen. Anschließend wurde 

die RNA in multiplen Durchläufen mit dem RA2 und RA3 Puffer aus dem Set 
gewaschen. Im Anschluss wurde die Silicamembran in einem neuen 

Nukleasefreiem 1,5 mL Eppendorf Gefäß platziert. Um die gewonnene RNA von 

der Silicamembran zu lösen, wurden nun 50 µL RNAse-freies H2O auf die 

Membran pipettiert sowie anschließend das Eppendorf Gefäß für 1 min bei 
11000 x g in einer auf 4 °C gekühlten Zentrifuge zentrifugiert. Die Membran 

wurde dann verworfen und die gelöste, sich nun im Eppendorf Gefäß befindliche, 
RNA sofort auf Eis gelagert. Um die Konzentration an isolierter RNA zu 

bestimmen, wurde eine Probe der selbigen in einem Spectrometer bei einer 
Wellenlänge von 260 nm gemessen. Bei dieser Messung konnte zusätzlich eine 

mögliche Verunreinigung der RNA, durch beispielsweise Proteine, genetische 

DNA oder Kohlenhydrate, nachgewiesen werden. Dies erfolgte anhand der 

Quotienten E260/280 und E260/230. Ermöglicht wird dies durch die Tatsache, dass 
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Proteine im Gegensatz zur RNA Licht der Wellenlänge 280 nm und 

Kohlenhydrate der Wellenlänge 230 nm absorbieren. Um einen ausreichenden 

Reinheitsgrad der RNA zu gewährleisten, sollte der Quotient E260/280 größer als 

2,0 sein und der Quotient E260/230 sich im Bereich zwischen 1,8 und 2,0 befinden. 

Starke Abweichungen würden für eine Verunreinigung sprechen, wobei eine 
positive Abweichung auf eine Proteinkontamination und eine negative 

Abweichung auf das Vorhandensein von degradierter RNA hinweisen würde. 
Die isolierte und aufgereinigte RNA konnte so nun, bei -80 °C, bis zur 

weiterfolgenden Verarbeitung gelagert werden. 

 
 

3.2.4.3 cDNA-Synthese 

 

Vorbereitend zur cDNA-Synthese wurden die in RNAse-freiem Wasser gelösten 
RNA-Proben auf Eis gekühlt aufgetaut. Für die Synthese wurde zunächst das 

Volumen an gelöster RNA berechnet, welches einer Masse von 1 µg RNA 
entspricht. Dafür wurde eine mithilfe des Spektrometers bestimmte 

Konzentration der Lösung als Ausgangspunkt verwendet. Anschließend wurde 

in einem 1,5 mL Eppendorfgefäß HPLC-H2O vorgelegt, so dass mitsamt der RNA 

ein Volumen von 11 µL vorhanden war. Dieser Mischung wurde dann im 

nächsten Schritt 1 µL Random-Hexamere hinzugegeben, so dass jede Probe am 
Ende ein Volumen von insgesamt 12 µL hatte. Die so entstandene Mischung 
wurde dann in einem Heizblock für 10 min auf 70°C erhitzt und anschließend 

sofort 5min lang auf Eis gelagert. Dadurch wurde eine Denaturierung der RNA 
und eine Anlagerung der Random-Hexamere an diese begünstigt, welche im 

späteren Verlauf als Primer für die Reverse Transkriptase dienten. Im nächsten 
Schritt wurden die Proben kurz anzentrifugiert und der Probe 8 µL „Master Mix“ 

hinzugefügt. Dieser Mix wurde zuvor aus 4 µL 5x M-MLV Promega®   Puffer, 1 µL 

10mM dNTPs, 2 µL HPLC-H2O und 1 µL M-MLV Promega® Reverse 

Transkriptase hergestellt. Um die Elongation und Synthese der cDNA-
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Einzelstränge durch die Reverse Transkriptase zu ermöglichen, wurde der 

Ansatz nun für 60 min in einem Heizblock auf 42°C erwärmt und anschließend 

für 10 min in einem 70°C Heizblock erhitzt. Anschließend wurde der Ansatz 

erneut anzentrifugiert und die Proben mit 30 µL HPLC-H2O auf ein Volumen von 

50 µL aufgefüllt. Die so hergestellte cDNA konnte nun bis zur weiteren 
Verwendung bei -20°C gelagert werden. 

 

 

3.2.4.4 Semiquantitative RT-PCR 

 
Zur molekulargenetischen Beurteilung der Zellkulturen wurden die cDNA 

Einzelstränge, welche zuvor aus der isolierten RNA erzeugt wurden, mit Hilfe 
von Reverse Transkriptase Polymerase-Chainreaction (RT-PCR) auf Basis von 

Promega® GoTaq-Polymerase und unterschiedlicher Primerpaare vervielfacht. 
Dabei wurden alle verwendeten Reagenzien bis zur PCR auf Eis gekühlt gelagert, 

um keine vorzeitigen Reaktionen und Verunreinigen zu provozieren. Vor jeder 
PCR wurden zunächst 29 µL Master-Mix angesetzt. Da dieser nicht lange haltbar 

ist, wurde er für jede Probe direkt vor der PCR frisch gemischt. Der Master-Mix 

setzte sich zusammen aus 16,8 µL HPLC-H2O, 6 µL GoTaq- Puffer Lösung, 3 µL 

25 mM MgCl2, 1 µL 10 mM dNTPs, 1 µL 5 pmol/µL Sense - Primer, 1 µL 5 

pmol/µL Antisense - Primer, sowie 0,2 µL 5000U/mL GoTaq- Polymerase. Dieser 

Mix wurde für jede Probe und eine Negativkontrolle, bestehend aus 1 µL HPLC-

H2O, in einem PCR-Tube vorgelegt und anschließend, je 1 µL der isolierten 
cDNA, bzw. der Negativkontrolle hinzugefügt. Dieses wurde dann in einer 

Zentrifuge anzentrifugiert und vermischt. Anschließend wurden die Tubes in den 
Thermocycler überführt und das primerspezifische Programm zur Multiplikation 

gestartet. 
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3.2.4.5 Agarose-Gelelektrophorese 

 

Um die PCR-Produkte vergleichbar zu machen und auswerten zu können, 
wurden diese elektrophoretisch aufgetrennt. Für die Elektrophorese wurde ein 

2% - Agarosegel verwendet, welches GelRedTM enthielt. Dieses wurde vor jeder 
Anwendung frisch hergestellt, indem 1,5 g Agarosepulver in einem 

Erlenmeyerkolben mit 100 mL 0,5 x - TBE-Puffer gemischt wurden und dieses 
vorsichtig in der Mikrowelle erhitzt wurde, bis das Pulver gänzlich in Lösung 

war. Nach einer anschließenden kurzen Abkühlphase wurde dieser Lösung 5 µL 

GelRedTM hinzugefügt. Anschließend wurde die Mischung in die 
Gelgießvorrichtung gegossen und zwei Kämme eingesetzt, um die späteren 

Taschen zu formen. Die Gelplatten wurden dann vor der Verwendung für ca. 30 
min bei RT ausgehärtet und die Kämme entfernt. Danach konnten die Platten 

mit 0,5 x -TBE-Puffer, welcher als Laufpuffer diente, bedeckt werden und mit 
einer Pipette vorsichtig je 10 µL der gewünschten PCR-Produkte in die Taschen 

pipettiert werden. Zusätzlich wurden 3,5 µL einer 100 bp-DNA-Leiter in eine 
Tasche pipettiert, um die Molekülgröße einschätzen zu können. Die Auftrennung 

erfolgte dann über ca. 45 min bei ungefähr 145 V. Im Anschluss konnten die Gele 
aus der Kammer entfernt werden und mit Hilfe des Azur Spot Programms 

dargestellt werden. Die densitometrische Auswertung der Platten erfolgte 
anschließend mit der Gel Analyzer Software. 

 

 
3.3 FACS-Analyse 

 

Bei der FACS-Analyse handelt es sich um eine Durchflusszytometrie. Dabei 
werden mit einem Antikörper markierte Zellen mit Hilfe von Laserstrahlen erkannt 

und maschinell gezählt und geordnet. Somit lassen sich Zellen z.B. anhand von 
Oberflächenmarkern, wie den CD, unterscheiden und es kann ihre Anzahl 
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innerhalb eines Lysates bestimmt werden. Diese Tatsache wurde sich in dieser 

Arbeit zu Nutze gemacht, um die Zellen mit den Oberflächenmarkern von MSCs 
CD90, CD105, CD73 und CD44 zu zählen. 

Für die FACS-Analyse wurde pro Gewebe eine Platte mit den isolierten Zellen 
ausgesät und diese kultiviert, bis eine Konfluenz erreicht wurde. Hinterher 
wurden die Zellen, wie in 3.2.1.2 dargestellt, von den Platten gelöst und in ein 15 

mL-Tube überführt. Um alle Zusätze zu entfernen, wurden die Zellen dann mit 
PBS gewaschen und für 5 min bei 1500 rpm zentrifugiert. Anschließend wurde 

der Überstand verworfen. Danach wurden die Zellen gezählt und auf zwei 2,5 mL 

Eppendorfgefäße aufgeteilt, so dass in jedem Gefäß mind. 5 x 105 Zellen waren. 
Pro Gewebe wurde zu jeweils einem dieser Gefäße je Probe 100 µL einer AK-

PBS-Mischung hinzugefügt. Diese bestand aus 83,75 µL Pre-Mix, bestehend 
aus PBS/1% FCS, sowie 5 µL CD73 PerCP, 1,25 µL CD44 eFluor, 5 µL CD105 

APC und 5 µL CD90 FITC. Als Negativkontrolle wurde außerdem für jedes 
Gewebe ein Gefäß mit 100 µL Pre-Mix versehen. Die vorbereiteten Gefäße 

wurden gevortext und 30 min bei 4 °C im Dunklen gelagert. Anschließend wurden 
die Proben mit 2 mL PBS/1% FCS gewaschen, für 5 min bei 1500 rpm 

zentrifugiert und der entstandene Überstand verworfen. Danach erfolgte die 
Resuspension in je 200 µL 2% PFA in PBS und eine erneute 15-minütige 

Lagerung im Dunkeln bei 4 °C. Nach 15 min erfolgte die nächste Waschung mit 
2 mL PBS/1% FCS, wonach die Zellen erneut für 5 min bei 1500 rpm zentrifugiert 

wurden. Der Überstand wurde erneut verworfen, die Proben in 2 µL PBS/1% 
FCS resuspensiert und gevortext.  Anschließend waren die Zellen bereit für die 
FACS-Analyse, welche mit der BDTM LSR II durchgeführt wurde. Die Auswertung 

der FACS-Analyse erfolgte mit der FlowJo 10.5.3 Software von FlowJo LLC. 

 

 

3.4 Statistische Auswertung 

 
Sämtliche Daten der semiquantitativen RT-PCR-Analyse wurden numerisch 
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ausgewertet und für die statistische Auswertung unter Angabe des 

Mittelwertes ± Standardabweichung (SD) abgebildet. Mit Hilfe des Mann-
Whitney-U-Testes wurde die statistische Signifikanz ermittelt. Ein p-Wert von 

<0,5 wurde dabei als statistisch signifikant gewertet. Insgesamt wurden je sechs 
Präparate (n = 6) aus den Kniegelenken von fünf verschiedenen Patientinnen (m 

= 5), zwischen 46 und 58 Jahren (Durchschnittsalter 52), verarbeitet. Alle 
Patientinnen erhielten eine Knie-TEP auf Grund einer fortgeschrittenen 

Gonarthrose und stimmten vor der operativen Therapie in die wissenschaftliche 
Verwendung und Aufarbeitung der Proben ein. Es wurden für die Experimente 

keine zusätzlichen Gewebe entnommen.
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4. Ergebnisse 

 
4.1 Isolation und Kultivierung der mesenchymalen Stromazellen aus den 

nativen Geweben des Kniegelenkes 

 
4.1.1 Hämatoxylin-Eosin Färbung der Nativgewebe 

 
Vor der Isolierung und Weiterverarbeitung der hMSCs für die weiteren 
Versuchsreihen dieser Arbeit wurden zunächst von den sechs verschiedenen 

Geweben des Kniegelenkes je ein kleines Stück gewonnen. Von diesen wurde 
zur Analyse des mikroskopischen Aufbaus und Morphologie 5 µm dicke 

Paraffinschnitten angefertigt und mit Hämatoxylin-Eosin (HE) gefärbt. 
 
 

 

 

 
 

Abb. 1: 10- und 20-fach vergrößerte Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung der H&E-
Färbung von Spongiosa des Femurs (1), Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem Kreuzband 
(4), Synovialmembran (5) und Hoffa-Fettkörper (6). 
 
 
 
Die mikroskopische Untersuchung eines Ausschnitts des Knochens (Abb. 1) 
zeigt die für Knochen typische Balkenstruktur mit Knochenplättchen. Dieses 
Stützgerüst wird von den Osteozyten und ihren langen Ausläufern gebildet. Die 
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basophilen Zellkerne sind dabei umgeben von minimalisierten Kollagenfasern, 

welche die EZM bilden. Knöcherne Strukturen weisen dabei einen hohen Anteil 
an Col I auf, welcher die Grundlagen für eine hohe Stabilität und Belastbarkeit 

des Gewebes schafft. Im Anschnitt lässt sich auch ein Teil der Spongiosa mit 
vereinzelten Zellen des blutbildenden Knochenmarks erkennen. 

Abbildung zwei (2) zeigt einen Ausschnitt des hyalinen Knorpels. Dieser bedeckt 
sowohl die Femurkondylen, als auch die Gelenkflächen des Tibiaplateaus und 

die Rückseite der Patella. Für diese Arbeit stammt das Knorpelgewebe 
hauptsächlich vom Tibiaplateau. Zu erkennen sind die basophil gefärbten Kerne 

der Chondrozyten, um welche sich ein Hof von EZM befindet, welche die ovalen 
Chondrone bilden. Die basophile Anfärbung der EZM entsteht hierbei auf Grund 

des hohen Anteils an Proteoglykanen, welche als Wasserspeicher dienen und für 
die Elastizität des Knorpels sorgen. Die bindegewebigen Anteile des hyalinen 

Knorpels bestehen zum Großteil aus Col II sowie geringen Anteilen an den 
Kollagentypen IX und XI. Auffallend bei der Färbung ist die nur schwach 
ausgeprägte Basophilität der EZM, welche möglicherweise ein Hinweis darauf 

ist, dass eine Schädigung durch die Arthrose der Patientinnen bereits 
stattgefunden hat. 

Bei den Abbildungen des Meniskus (3), des vorderen Kreuzbandes (VKB) (4), 
sowie bei der Synovialmembran (5) sieht man die basophilen Zellkerne umgeben 

von einer Vielzahl an Fibroblasten. Die Kollagenfasern dieser EZM bestehen zum 
Großteil aus dem straffen Col I, dessen Fasern sich in Zugrichtung ausrichten 

und so für die notwendige Stabilität sorgen. 
Die Abbildung des Hoffa-Fettkörpers (6) zeigt die basophilen Zellkerne, sowie 

eine Vielzahl an Vakuolen, welche das Fett speichern. Das Fett wurde durch die 
Fixierung des Präparates ausgelöst, so dass das histologisch charakteristische 

Bild der leeren Vakuolen entsteht. Zusammenfassend betrachtet, zeigen sich bei 
der HE-Färbung der Gewebe keine größeren Auffälligkeiten oder Abweichungen 

zum normalen histologischen Bild dieser Gewebe. 
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4.1.2 Wachstum und Morphologie der isolierten hMSCs 

 
Im Anschluss an die Isolation der hMSCs aus den sechs verschiedenen 

Nativgeweben des Kniegelenkes, beschrieben in 2.2.1.1, wurden die Zellen, je 
nach Anzahl, in 75 cm2 oder 175 cm2 Polystrene-Kulturflaschen ausgesät. Nach 

2 Tagen waren ausreichend Zellen dabei adhärent, so dass der erste 
Mediumwechsel erfolgen konnte. Durch den alle zwei bis drei Tage erfolgenden 

Mediumwechsel wurden die nicht-adhärenten Zellen, sowie restliche Blutzellen 
ausgewaschen. Nach acht bis zehn Tagen waren die Zellkulturflaschen zu 80 - 

90% konfluent bewachsen, so dass die Zellen abgelöst werden und in einer 
Konzentration von 6,5 x 106 Zellen/1,5 mL Einfriermedium in Kryovials überführt 

und bei -80°C asserviert werden konnten. Bei nicht ausreichender Zellzahl 
konnten die Zellen auch passagiert werden, um ein erneutes Wachstum zu 

stimulieren. Für die Versuchsreihen wurden ausschließlich Primärkulturen und 
einmalig passagierte Kulturen verwendet. 

 

 
 

4.1.3 FACS-Analyse 

 

Die Auswertung der FACS-Analyse erfolgte automatisch mit Hilfe der FlowJo 

Software von FlowJo LLC. Zur optischen Darstellung wurden die Daten in je zwei 
Dot Plot Diagrammen dargestellt. Wie anhand der Daten ermittelt werden konnte, 

waren alle isolierten Zellen aller Gewebe zu mind. 98% positiv für CD90 und 
CD105. Auch CD44 war bei mind. 98% der Zellen aller sechs Gewebe positiv. 

Hingegen war die Expression von CD73 sehr unterschiedlich ausgeprägt. 
Während das Knochengewebe auch hier bei 99,6% ein positives Ergebnis 

zeigte, waren bei den aus dem Knorpelgewebe isolierten Zellen nur 12,9% 
CD73 positiv. Bei den Zellen des Meniskus waren es 58,1%, bei den Zellen des 

VKB 37,3%, bei den Zellen der Synovialmembran 51,7% und bei den Zellen des 
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Hoffa-Fettkörpers 36,1%. Da jedoch jeweils über 98% aller isolierten Zellen die, 

wie in 1.1.2 beschrieben, hMSC definierenden Marker CD90, CD105 und CD44 
aufweisen, wurde davon ausgegangen, dass es sich bei den isolierten Zellen 

dieser Arbeit um hMSCs handelt. 
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Abb. 2: Auswertung der FACS-Analyse der isolierten Zellen aus Spongiosa des Femurs (1), 
Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa- 
Fettkörper (6). a) zeigt dabei die Verteilung von CD90 & CD105, b) die Verteilung von CD73 & CD44. 

a) b) 

a) b) 

a) b) 

VK
B 

(4
) 

H
off

a 
(6

) 
Sy

no
vi

al
is

 (5
)  



 57 

 
 

4.2 Adipogene Differenzierung 

 
4.2.1 Unterschiede der einzelnen Gewebe im Rahmen der adipogenen 

Differenzierung 

Die adipogene Differenzierung erfolgte über einen Zeitraum von 21 Tagen in einer 

Monolayerkultur. Dabei wurde pro Gewebe je eine 6-Well Platte mit je drei Wells 
zur Differenzierung und zur Kontrolle angelegt. Die Differenzierung erfolgte über 

ein adipogenes Differenzierungsmedium, während die Negativkontrolle mit 
einem Kontrollmedium versehen wurden. Das Wachstum der Zellen wurde zu 
unterschiedlichen Zeitpunkten kontrolliert. Dabei konnte bei allen Zellen, die mit 

dem Differenzierungsmedium versehen wurden, die Ausbildung von 
wahrscheinlich lipidhaltigen Vesikeln beobachtet werden. 

Während dies am Anfang noch recht langsam erfolgte, waren die Vesikel am 
Ende der 21 Tage recht deutlich ausgeprägt. Obwohl alle Gewebe 

mikroskopisch Zeichen der adipogenen Differenzierung zeigen, ist zu erkennen, 
dass das vordere Kreuzband und der Hoffa Fettkörper ein dichteres 

Vesikelvorkommen aufweisen als die anderen vier Gewebearten. Besonders die 
Synovialmembran weist optisch eine geringere Vesikeldichte auf. Bei den 

Kontrollen bildeten die Zellen hingegen keine Vesikel aus, sondern wuchsen 
erneut aus bis zum Erreichen der Konfluenz. 
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Abb. 3: Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung des Wachstums an Tag 7, 14 und 21 
der isolierten mesenchymalen Stromazellen aus Spongiosa des Femurs (1), Kniegelenksknorpel (2), 
Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa-Fettkörper (6) im Rahmen der 
adipogenen Differenzierung und der dazugehörigen Negativkontrollen. 
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4.2.2 Oil-RedO-Färbung 

 
Zum Nachweis, dass die ausgebildeten Vesikel lipidgefüllt sind, wurde eine Oil-
Red-Färbung durchgeführt. Bei dieser wird das intrazelluläre eingespeicherte 

Lipid rot angefärbt. Neben dem Nachweis der Bildung von Lipid, kann auch ein 
quantitativer Unterschied der adipogenen Differenzierung gegenüber der 

Negativkontrollen aufgezeigt werden. 
Anhand der Rotfärbung der intrazellulären Vakuolen kann man erkennen, dass 
es sich hierbei um lipidspeichernde Vakuolen handelt. Bei allen sechs 

Gewebetypen ist dabei eine positive adipogene Differenzierung zu erkennen. 
Allerdings lässt sich ein quantitativer Unterschied, vor allem im Vergleich zu den 

Zellen des Hoffa-Fettkörpers erkennen. Des Weiteren zeigt die fehlende Färbung 
in der Kontrolle, dass es bei der Negativkontrolle zu keinerlei adipogener 

Differenzierung gekommen ist. 
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Abb. 4: 100- und 200-fach vergrößerte Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung der 
Oil-RedO-Färbung und der dazugehörigen Negativkontrollen von Spongiosa des Femurs (1), 
Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa- 
Fettkörper (6) an Tag 21 der adipogenen Differenzierung. 
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4.2.3 Semiquantitative PCR-Analyse von adipogenen Markergenen 
 
 
Um zu überprüfen, ob sich neben den mikroskopischen Veränderungen der 
Zellen auch eine Veränderung auf molekulargenetischer Ebene bei der 

adipogenen Differenzierung vollzogen hat, wurde eine semiquantitative PCR-
Analyse durchgeführt. Dabei wurden die Zellen auf die Expression der 

adipogenen Markergene Lipoproteinlipase (LPL), sowie auf den Peroxisom- 
Proliferator-aktivierten Rezeptor γ 2 (PPARγ2) untersucht. Bei LPL handelt es 

sich um ein wasserlösliches Enzym, welches zur Aufspaltung von 
Triazylglyceriden dient. Es kommt beim Menschen in den Fettzellen vor und 

spielt eine entscheidende Rolle im Fettstoffwechsel. PPARγ2 ist ein Rezeptor, 
welcher bekanntermaßen hauptsächlich in den Fettzellen vorkommt [61]. Er 

spielt, wie bereits in 1.2.1 beschrieben, eine wichtige Rolle bei der Einlagerung 
von Fettsäuren und bei der Adiopogenese. Des Weiteren ist PPARγ2 ein 

Regulatorgen der adipogenen Differenzierung. 
Nach der semiquantitativen PCR wurden die Proben mit Hilfe der Agarose-Gel- 

Elektrophorese sichtbar gemacht und anschließend densitometrisch 
quantifiziert. Es wurde dabei der Vergleich zwischen der Expression der Marker 
LPL und PPARγ2 zwischen den Differenzierungen und den dazugehörigen 

Negativkontrollen gezogen. Dies erlaubte die Erfassung einer möglichen 
quantitativen Expressionsverstärkung der Gene. 
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Abb. 5: Agarose-Gel-Elektrophorese der PCR Produkte der adipogenen Markergene LPL 
und PPARγ2. Erkennbar sind die Banden der Differenzierungen (1d-6d), sowie der 
zugehörigen Kontrollen (1k-6k). Des Weiteren ist eine Wasserprobe (W) abgebildet. 
 
 
 
Wie eindeutig zu erkennen ist, zeigen die differenzierten Zellen eine deutliche 
Steigerung der Expression von LPL und PPARγ2 im Vergleich zu den jeweiligen 
Negativkontrollen. Es muss davon ausgegangen werden, dass eine adipogene 

Differenzierung stattgefunden hat. Um die einzelnen Gewebe auch unterhalb der 
Spenderinnen vergleichen zu können, wurden die Ergebnisse aller Spenderinnen 

statistisch zusammengefasst und nach ihrem Mittelwert aufgetragen. 
Zusätzlich wurde auch die Standardabweichung angegeben. 

LPL 

1d  1k  2d 2k 3d 3k  4d 4k  5d 5k  6d 6k W 

PPARγ2 
 

1d  1k  2d 2k 3d 3k 4d  4k  5d  5k 6d 6k  W 
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Abb. 6:  Densitometrische Mittelwerte und Standardabweichungen der relativen 
Expression der Markergene PPARg2 und LPL der adipogenen Differenzierung, welche mit 
Hilfe der semiquantitativen PCR innerhalb der sechs Gewebe des Kniegelenkes ermittelt 
wurden. 
 
Wie anhand der Balkendiagramme ersichtlich wird, ist die Expression der 
adipogenen Markergene in den einzelnen Geweben unterschiedlich stark 
ausgeprägt. Dabei ist zu erkennen, dass alle sechs Gewebe im Vergleich 
zu den Negativkontrollen, mit welchen die Werte vor Mittelwertbestimmung in 
Relation gesetzt wurden, eine deutlich stärkere Expression zeigen. Vor allem die 
vier weicheren Gewebe, Hoffa-Fettkörper, vorderes Kreuzband, 
Synovialmembran und Meniskus zeigen dabei eine deutliche Expression von 
PPARγ2. Die festeren Gewebe, Knochen und Knorpel, zeigen zwar ebenfalls eine 
deutliche Steigerung gegenüber den Negativkontrollen, allerdings eine 
geringfügig schwächere Expression als die anderen Gewebe. Bei der 
Expression von LPL zeigt sich eine eher geringe Expression bei den hMSCs des 
Knochengewebes. Die Zellen des vorderen Kreuzbandes, der Synovialmembran 
und des Hoffa-Fettkörpers zeigen hierbei die höchste Expression, während der 
Knorpel und Meniskus eine Zwischenstellung einnehmen. Alle Unterschiede 
waren jedoch statistisch nicht signifikant.
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4.3 Osteogene Differenzierung 
 
 
4.3.1 Unterschiede der einzelnen Gewebe im Rahmen der osteogenen 

Differenzierung 

 
Die osteogene Differenzierung erfolgte über einen Zeitraum von 21 Tagen in einer 
Monolayerkultur. Dabei wurde pro Gewebe je eine 6-Well Platte mit je drei Wells 
zur Differenzierung und zur Kontrolle angelegt. Des Weiteren wurde pro Gewebe 

eine Chamberslide mit 4 Kammern angelegt. Bei den Chamberslides dienten 
zwei Kammern zur Differenzierung und zwei zur Kontrolle. Die Differenzierung 

erfolgte über ein osteogenes Differenzierungsmedium, während die 
Negativkontrolle mit einem Kontrollmedium versehen wurde. Das Wachstum 

der Zellen wurde zu unterschiedlichen Zeitpunkten kontrolliert. Während der 
Differenzierungsperiode konnte bei allen Zellen, welche mit dem osteogenen 

Differenzierungsmedium behandelt wurden, die Ausbildung von organisierten 
Zelleinheiten mit langen Ausläufern beobachtet werden. Bereits ab Tag 14 

zeigten die Zellen deutlich mehr Zell-Zell-Kontakte als die Kontrollen. Bis zu Tag 
21 wurden diese noch deutlicher und es bildete sich ein spinnennetzartiges 

Erscheinungsbild. Um die Ausläufer herum zeigen sich deutliche Aufhellungen 
als Anzeichen von Ablagerungen in der EZM. Durch die große Anzahl an 

Zellkontakten und die ausgebildeten Strukturen der Zellen, lässt das Bild an das 
Trabekelnetzwerk von Knochen denken. Auffällig ist dabei allerdings, dass die 

Zellen der Synovialmembran und des Hoffa-Fettkörpers eine sichtlich lockere 
Zellkontaktstruktur aufweisen, als insbesondere die Zellen des Knochens und 

des Knorpels. Bei den negativen Kontrollen wuchsen die Zellen zwar auch zur 
Konfluenz, allerdings geschah dies wie für die hMSCs typisch in unorganisierten 

Strukturen, mit multiplen Ausläufern. 

Auf Grund dieser unterschiedlichen Zellorganisation kann man einen ersten 
Hinweis gewinnen, dass bei den Zellen durch den Einfluss des 

Differenzierungsmediums ein Wachstumsstimulus in Richtung einer 
osteogenen Differenzierung erfolgt ist. Zur weiteren Verifizierung der 
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osteogenen Differenzierung erfolgten anschließend noch weitere 

histochemische sowie molekularbiologische Untersuchungen der Zellen. 
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Abb. 7: Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung des Wachstums an Tag 7, 14 und 21 
der isolierten mesenchymalen Stromazellen aus Spongiosa des Femurs (1), Kniegelenksknorpel (2), 
Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa-Fettkörper (6) im Rahmen der 
osteogenen Differenzierung und der dazugehörigen Negativkontrollen. 
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4.3.2 Alizarin Rot S-Färbung von Monolayerkulturen 
 
 
Bei der Alizarin Rot S Färbung handelt es sich um eine chemische 
Komplexbildung mit Calium-Ionen, welche dann zu einer Rotfärbung führt. Da 
Hydroxylapatit-Kristalle, welche einen großen Teil der ossären EZM 
ausmachen, Calcium-Ionen enthalten, deutet eine positive Färbung auf eine 
osteogene Differenzierung der Zellen mit Ausbildung einer ossären EZM hin. 
Insbesondere im Vergleich zu den Negativkontrollen kann so ein Hinweis auf die 
ossäre Differenzierung der hMSC-Monolayerkulturen gewonnen werden. 
Eindeutig zu erkennen ist, dass die Negativkontrollen im Gegensatz zu den 
differenzierten hMSCs keine Färbung zeigen. Bei den Zellen, die einem 
Differenzierungsreiz ausgesetzt waren, kann man, wie schon bei den nativen 
Bildern, erkennen, dass diese sich in Zellstrukturen organisiert haben. Dabei sind 
die Bereiche der EZM, welche vorher hell erschienen, nun durch die Färbung rot 
dargestellt. Dadurch kann der Schluss gezogen werden, dass eine 
calciumhaltige EZM durch die Zellen aufgebaut wurde. Dies gibt einen Hinweis 
darauf, dass es im Rahmen der Differenzierungen zu einem Aufbau osteogener 
Strukturen gekommen ist. Bei genauerer Betrachtung der rot gefärbten Bereiche 
lässt sich erkennen, dass diese bei den Zellen aus Knochen und Knorpel größer 
erscheinen und gleichmäßiger verteilt sind, als vor allem im Vergleich zu den 
Zellen des vorderen Kreuzbandes, des Meniskus und der Synovialmembran. 
Interessanterweise sind die Zellen des Hoffa-Fettkörpers optisch auch 
gleichmäßiger verteilt, allerdings größentechnisch kleiner und spärlicher als bei 
den hMSCs des Knochens und Knorpels. 
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Abb. 8: 100- und 200-fach vergrößerte Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung der 
Alizarin Rot-Färbung und der dazugehörigen Negativkontrollen von Spongiosa des Femur (1), 
Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa- 
Fettkörper (6) an Tag 21 der osteogenen Differenzierung. 
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4.3.3 Semiquantitative PCR-Analyse von osteogenen Markergenen 
 

Um zu überprüfen, ob sich neben den mikroskopischen Veränderungen der 
Zellen auch eine Veränderung auf molekulargenetischer Ebene bei der 
osteogenen Differenzierung vollzogen hat, wurde eine semiquantitative RT-PCR-
Analyse durchgeführt. Dabei wurden die Zellen auf die Expression der 
osteogenen Markergene Alkalische Phosphatase (ALP), auf Osteocalcin (OC), 
sowie auf die Col I und Col X getestet. Bei ALP und OC handelt es sich um zwei 
Moleküle, welchen einen großen Einfluss auf die osteogene Differenzierung 
haben. ALP kommt dabei im Körper in verschiedenen Isoenzymen vor. Im 
Bereich des Knochens sorgt es durch eine Hydrolisierung von 
Phosphatverbindungen für die Mineralisation des Knochengewebes. OC ist 
hingegen ein Peptidhormon und bedingt maßgeblich die hohe Anzahl der 
Calciumbindungen in der knöchernen extrazellulären Matrix. Bei Col I handelt es 
sich, wie bereits beschrieben, um den Hauptvertreter der faserbildenden 
Kollagentypen im Knochengewebe. Dabei sorgt das Col I für die Zugfestigkeit 
der Trabekelstrukturen des Knochengerüstes. Col X spielt hingegen vor allem in 
der Ossifikation des Knochengewebes eine Rolle. Im menschlichen Körper 
kommt es insbesondere in den Wachstumszonen des fetalen Knochengewebes 
vor. 
Nach der semiquantitativen RT-PCR wurden die Proben mit Hilfe der Agarose- 
Gel-Elektrophorese sichtbar gemacht und anschließend densitometrisch 

quantifiziert. Es wurde dabei der Vergleich zwischen der Expression der vier 
Marker ALP, OC, Col I und Col X zwischen den Differenzierungen und den 

dazugehörigen Negativkontrollen gezogen. Dieser Vergleich erlaubte die 
Erfassung einer, durch die Differenzierung angeregten, möglichen quantitativen 

Expressionsverstärkung der Gene. Durch den Vergleich mit den jeweiligen 
Negativkontrollen ist zu erkennen, dass die differenzierten Zellen eine 

Expressionsteigerung in den Markergenen zeigen. 
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Abb. 9: Agarose-Gel-Elektrophorese der PCR Produkte der osteogenen Markergene ALP, OC, Col I 
und Col X. Abgebildet sind die Banden der Differenzierungen (1d-6d), sowie der zugehörigen 
Kontrollen (1k-6k). Des Weiteren ist eine Wasserprobe (W) abgebildet. 
 

Es muss davon ausgegangen werden, dass eine osteogene Differenzierung 
stattgefunden hat. Um die einzelnen Gewebe auch unterhalb der Spenderinnen 

vergleichen zu können, wurden die Ergebnisse alle Spenderinnen statistisch

ALP 

1d 1k  2d  2k  3d  3k  4d 4k   5d  5k  6d 6k  W  

OC 

1d  1k  2d  2k   3d  3k  4d  4k  5d   5k  6d  6k  W  

Col I 
1d 1k   2d  2k 3d  3k  4d  4k  5d  5k  6d  6k W  

Col X 

1d  1k   2d 2k   3d  3k 4d  4k   5d 5k   6d 6k W  
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zusammengefasst und nach ihrem Mittelwert aufgetragen. Zusätzlich wurde 
auch die Standardabweichung miterfasst. 
 
 

 
 
 
Abb. 10: Densitometrische Mittelwerte und Standardabweichungen der relativen Expression der 
Markergene Osteocalcin, ALP, Col Ia2 und Col X der osteogenen Differenzierung, welche mit Hilfe 
der semiquantitativen PCR innerhalb der sechs Gewebe des Kniegelenkes ermittelt wurden. 

 

Bei allen vier Markergenen zeigt sich bei der osteogenen Differenzierung ein 
recht durchmischtes Bild. Schon bei den Banden der Agarose-Gel-
Elektrophorese zeigt sich insbesondere bei Col I kein großer Unterschied 
zwischen den Banden der Differenzierung und der Kontrollen. Auch bei der 
statistischen Auswertung bewegen sich die Werte alle in einem Bereich unter 
oder von 1, so dass es keinen großen Unterschied in der Expression durch die 
Differenzierung gegeben hat. Einzig bei den Zellen des Hoffa-Fettkörpers scheint 
eine geringe Expression von Col I vorhanden zu sein. Ebenfalls ist die Expression 
von OC bei den hMSCs der Synovialmembran und des Hoffa-Fettkörpers eher 
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gering ausgeprägt. Auch die Expression von ALP und Col X ist bei diesen Zellen 
am größten ausgeprägt, allerdings ist auch die Standardabweichung bei den 
Zellen dieses Gewebes am größten. Insgesamt zeigen die weicheren Gewebe 
eine geringfügig stärkere Ausprägung der Markergene als die hMSCs des 
Knochen- und Knorpelgewebes. Die stärkste Expression zeigen alle Zellen bei 
den Markergenen ALP und Col X. Insgesamt waren alle Unterschiede jedoch 
statistisch nicht signifikant. 

 
 
 
4.4 Chondrogene Differenzierung 
 

4.4.1 Chondrogenen Differenzierung in Pelletkulturen 
 

Die chondrogene Differenzierung erfolgte über einen Zeitraum von 28 Tagen in 
Form von Pelletkulturen. Dabei wurde pro Gewebe je vier Pellets zur 
Differenzierung und zur Kontrolle angelegt. Dies erfolgte in 15mL-Tubes. Die 
Differenzierung erfolgte über ein chondrogenes Differenzierungsmedium, 
während die Negativkontrolle auch hier mit einem Kontrollmedium versehen 
wurden. Auf Grund der Anlage von Pelletkulturen konnte das Wachstum der 
Zellen nicht zu verschiedenen Zeitpunkten beurteilt werden. Es erfolgte jedoch 
nach der Differenzierung die Anfertigung von Kryoschnitten, welche dann 
histochemisch und immunhistochemisch behandelt wurden. Des Weiteren 
wurde ein Teil der Pellets lysiert und molekulargenetisch untersucht. 
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4.4.2 Alcian Blau-Färbung der Pelletkulturen 
 
 
Im Rahmen der Alcian Blau-Färbung werden Proteoglykane blau angefärbt. 
Diese hydrophilen Moleküle bilden einen Großteil der EZM des hyalinen 
Knorpelgewebes und fördern durch ihre wasserbindende Wirkung die 
Puffereigenschaften des Knorpelgewebes. Wie anhand der Aufnahmen zu 
erkennen ist, zeigte sich bei allen sechs differenzierten Geweben eine deutliche 
Färbung dieser. Bei den jeweiligen Negativkontrollen zeigte sich zwar auch eine 
leichte Färbung, allerdings ist diese bei den Kontrollen recht schwach und lässt 
somit, im Gegensatz zu den deutlich gefärbten differenzierten Proben, keinen 
Rückschluss auf eine wesentliche chondrogene Differenzierung zu. 
Insbesondere die intensive Blaufärbung der differenzierten hMSCs des 
Knorpelgewebes lässt auf eine gelungene chondrogene Differenzierung 
schließen. Während die restlichen differenzierten Gewebe ebenfalls eine 
deutliche Färbung aufweisen, lässt sich bei genauerer Betrachtung der 
Zellanordnung erkennen, dass trotz des positiven Nachweises von 
Proteoglykanen nur der Aufbau der Spongiosa und Knorpelzellen an die 
histologische Form von humanen Knorpelgewebe erinnert. Im Gegensatz zu den 
Zellen der Weichgewebe, zeigen diese beiden Gewebe, insbesondere im 
Randbereich der Pellets den klassischen Aufbau der Chondrone, welche man 
auch in nativem Knorpelgewebe findet. Die anderen vier Gewebe scheinen zwar 
Proteoglykane aufzubauen, jedoch erscheint die Anordnung der Zellen recht 
willkürlich. 
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Abb. 11: 100- und 200-fach vergrößerte Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung der 

Alcian Blau-Färbung und der dazugehörigen Negativkontrollen von Spongiosa des Femurs (1), 

Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa- 

Fettkörper (6) an Tag 28 der chondrogenen Differenzierung. 
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4.4.3 Immunhistochemische Färbung der chondrogenen Markergene 

Kollagen IIa1 und Kollagen X 

 
Neben der Alcian Blau-Färbung wurde zur weiteren Beurteilung der 
chondrogenen Differenzierung eine immunhistochemische Färbung der 
Markergene Col II und Col X durchgeführt. Bei dem Col II handelt es sich dabei 
um den am häufigsten anzutreffenden Kollagentyp des hyalinen 
Knorpelgewebes. Bei der Betrachtung der phasenmikroskopischen 
Aufnahmen ist eine bräunliche Färbung als positiver Nachweis der 
immunhistochemischen Färbung von Col II anzusehen. Zu erkennen ist diese 
Färbung in einem recht gleichmäßigen Muster innerhalb des Pellet bei den 
differenzierten hMSCs des Knochens und Knorpels. Bei den anderen Geweben 
lässt sich eine eher punktförmige Expression von Col II erkennen. Im Gegensatz 
zu den differenzierten Zellen zeigen die jeweiligen Negativkontrollen jedoch 
keinen positiven Nachweis in der immunhistochemischen Färbung von Col II. 
Die zweite immunhistochemische Färbung erfolgte bei der Färbung von Col X. 
Dabei handelt es sich im Knorpelgewebe um einen Hypertrophiemarker des 
chondrogenen Wachstums. Eine positive Expression zeigt sich auch hier wieder 
in einer bräunlichen Färbung. Zu erkennen ist eine Expression des Markers in 
allen sechs Geweben. Dabei ist festzustellen, dass die positiv gefärbten Areale 
insbesondere in den zentralen Bereichen der Pelletkultur zu finden sind. Die 
Randbereiche hingegen zeigen eine, wenn nur geringe, Expression des Markers. 
Auch bei dieser Färbung zeigt sich bei den Negativkontrollen keine 
nennenswerte Expression. Der Farbstreifen, der sich innerhalb der Kontrolle der 
Synovialmebran zeigt, scheint am ehesten einem Färbeartefakt zu entsprechen, 
welcher durch eine Überlappung der Struktur innerhalb der Pellets beim 
Auftragen auf den Objektträger entstanden ist. Bei der Färbung ist zu erkennen, 
dass diese insbesondere bei den Zellen des Knochens und des Hoffa-
Fettkörpers recht intensiv ist. Auch die anderen Gewebe zeigen eine deutliche 
Expression des Hypertrophiemarkers Col X. 
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Abb. 12: 100- und 200-fach vergrößerte Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung der 

Immunhistochemischen - Färbung von Kollagen IIa1 (Col II) und der dazugehörigen 

Negativkontrollen von Spongiosa des Femurs (1), Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem 

Kreuzband (4), Synovialmembran (5) und Hoffa-Fettkörper (6) an Tag 28 der chondrogenen 

Differenzierung.
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Abb. 13: 100- und 200-fach vergrößerte Phasenkontrastmikroskop-Aufnahmen zur Beurteilung der 

Immunhistochemischen - Färbung von Kollagen X (Col X) und der dazugehörigen Negativkontrollen 

von Spongiosa des Femurs (1), Kniegelenksknorpel (2), Meniskus (3), vorderem Kreuzband (4), 

Synovialmembran (5) und Hoffa-Fettkörper (6) an Tag 28 der chondrogenen Differenzierung. 
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4.4.4 Semiquantitative PCR-Analyse von chondrogenen Markergenen 
 
 
Um auch auf molekularbiologischer Ebene einen Nachweis über die 
chondrogene Differenzierung zu erhalten, wurde auch von der cDNA dieser 
Differenzierung eine sempiquantitative PCR durchgeführt. Dies erfolgte anhand 
der Markergene Aggrecan core protein (AGN), SRY-Box-9 (SOX9) und Col II. Des 
Weiteren wurde auch auf molekularbiologischer Ebene nach dem 
Hypertrophiemarker Col X und zusätzlich nach OC, einem weiteren 
Hypertrophiemarker der chondrogenen Differenzierung, getestet. Nach der PCR 
wurden die Produkte mit Hilfe der Aggarose-Gel- Elektrophorese sichtbar 
gemacht und anschließend densitometrisch ausgewertet. Anhand dieser 
Werte konnte dann ein Nachweis und Vergleich der Expression der Markgergene 
innerhalb der einzelnen Gewebe erfolgen. 
 
 

 
Abb. 14: Agarose-Gel-Elektrophorese der PCR Produkte der chondrogenen Markergene SOX9, AGG 
und Col IIa1. Zu erkennen sind die Banden der Differenzierungen (1d-6d), sowie der zugehörigen 
Kontrollen (1k-6k). Des Weiteren ist eine Wasserprobe (W) abgebildet. 

SOX9 

1d  1k   2d 2k 3d   3k 4d  4k   5d  5k   6d 6k W 

AGG 

1d  1k 2d   2k  3d  3k  4d   4k  5d  5k  6d  6k W  

Col II 

1d 1k   2d  2k   3d 3k   4d 4k 5d  5k   6d 6k W  
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Abb. 15: Agarose-Gel-Elektrophorese der PCR Produkte der chondrogenen Hypertrophiemarker OC 
und Col X. Abgebildet sind die Banden der Differenzierungen (1d-6d), sowie der zugehörigen 
Kontrollen (1k-6k). Des Weiteren ist eine Wasserprobe (W) abgebildet. 
 
 
 
 

Um die einzelnen Gewebe auch unterhalb der Spenderinnen vergleichen zu 
können, wurden die Ergebnisse alle Spenderinnen statistisch zusammengefasst 
und nach ihrem Mittelwert aufgetragen. Zusätzlich wurde auch die 
Standardabweichung miterfasst. 

OC 

1d  1k  2d   2k  3d  3k 4d  4k   5d  5k  6d  6k  W 

Col X 

1d 1k   2d   2k  3d  3k  4d 4k   5d  5k   6d 6k   W 
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Abb. 16: Densitometrische Mittelwerte und Standardabweichungen der relativen Expression der 
Markergene AGN, Sox9 und Col IIa1 der chondrogenen Differenzierung, welche mit Hilfe der 
semiquantitativen PCR innerhalb der sechs Gewebe des Kniegelenkes ermittelt wurden. 
 
 

 
Abb. 17: Densitometrische Mittelwerte und Standardabweichungen der relativen Expression der 
Hypertrophiemarkergene OC und Col X der chondrogenen Differenzierung, welche mit Hilfe der 
semiquantitativen PCR innerhalb der sechs Gewebe des Kniegelenkes ermittelt wurden. 
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Wie anhand der Balkendiagramme ersichtlich ist, zeigen alle differenzierten 
Gewebe eine Expression der Markergene des chondrogenen Wachstums. Dabei 
ist zu erkennen, dass die Zellen des Knorpelgewebes eine recht einheitliche 
Expression von AGN, Sox9 und Col II zeigen, während die anderen Gewebe teils 
sehr starke und teils schwache Expressionen mit einer hohen 
Standardabweichung zeigen. Bei den Hypertrophiemarkern OC und Col X ist 
auffällig, dass die differenzierten hMSCs des Knorpels im Gegensatz zu den 
anderen Geweben keine Expression von OC zeigen, sondern nur Col X als 
Hypertrophiemarker exprimiert wird. 
Bei der Betrachtung fällt des Weiteren auf, dass insbesondere die Zellen des 
Hoffa-Fettkörpers ein sehr inhomogenes Bild zeigen. Während die Expression 
von AGN und OC hoch ist, allerdings auch eine große Standardabweichung 
aufweist, ist die Expression insbesondere von Col II sehr niedrig. Noch geringer 
ist die Expression von Col II allerdings bei den Zellen des Meniskus und der 
Synovialmembran ausgeprägt. 
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5. Diskussion 
 

5.1 Diskussion von Material und Methoden 
 

5.1.1 Verwendung von primären humanen Zellen versus Zellkulturlinien 
 

In der in vitro-Analyse des Differenzierungspotentials von Zellen bietet die 
Verwendung von primären Zellen, wie zum Beispiel MSCs, anstelle von 
Zellkulturlinien, wie beispielsweise C3H10T1/2-Zellen, den Vorteil, dass die 
MSCs eine größere Variabilität und Differenzierungskapazität aufweisen. Auf 
Grund dieser Tatsache eignen sich primäre Zellen insbesondere für die in vitro-
Untersuchungen zum Differenzierungspotential von multipotenten Zellen. Auch 
wenn die C3H10T1/2-Zellen mit dem Wachstumsfaktor BMP-2 chondrogen 
differenzieren können [77], muss man bedenken, dass es sich hierbei um 
multipotente Zellen aus Mäuseembryos handelt. Um eine ausreichende 
Aussagekraft für das Verhalten in den Zellen für die klinische Anwendbarkeit zu 
gewinnen, war es außerdem wichtig, dass es sich um Zellen humanen 
Ursprungs handelt. Daher wurden für diese Arbeit ausschließlich humane MSCs 
verwendet, welche aus sechs verschiedenen Geweben des Kniegelenkes 
von Patientinnen gewonnen wurden, welche auf Grund einer fortgeschrittenen 
Gonarthrose eine Knie-TEP benötigten. 

 
 
5.1.2 Pelletkulturen versus andere dreidimensionale Kulturverfahren für 

die chondrogene Differenzierungsreihe 

Pelletkulturen zeichnen sich insbesondere durch ihre einfache Handhabung bei 
der in vitro-Kultivierung einer Zellkultur zur chondrogenen Differenzierung aus. 
Die hohe Zelldichte und die hohe Anzahl an möglichen Zell-Zell-Interaktionen 
erlauben eine schnelle und einfache Entwicklung der Zellen. Ein großer Nachteil 
ist allerdings die sehr geringe Größe der Pellets, welche eine klinische 
Anwendung dieser Kulturen nahezu unmöglich macht. Auch kommt es im 
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Zentrum der Pelletkultur oftmals zur Ausbildung nekrotischer Areale. Trotz dieser 
Umstände eignet sich die Pelletkultur, auf Grund ihrer simplen Handhabung und 
guter Differenzierungsbedingungen zur in vitro-Beurteilung von Zellen. 
Um die genannten Probleme in der klinischen Anwendung zu umgehen, wurden 
im Tissue Engineering dreidimensionale Texturen entwickelt, an welchen die 
kultivierten Zellen wachsen können und ein größeres, funktionelles Zellnetzwerk 
aufbauen können [78]. Diese als Trägersubstanzen fungierenden Strukturen, 
meist bestehend aus Hydrokollidgelen oder Polymeren [79], ermöglichen es, 
komplexere und großflächigere chondrogene Zellkulturen zu kultivieren, um auf 
die klinischen Probleme einzugehen [80, 81]. Durch Änderungen der 
verwendeten Materialen und die Kopplung von Zusätzen an diese, entstehen 
dabei auch stetig neue Ansätze. So konnten beispielsweise Böck et al. jüngst, 
durch die Modifikation von TGF-β1 Bindungen an ein 
Hyaluronsäure/Polygycidol-Hydrogel eine Steigerung der chondrogenen 
Differenzierung von hMSCs bewirken [82]. Auch die Kombination mit erhöhtem 
Druck, um die Gegebenheiten im menschlichen Körper besser zu simulieren, 
zeigten erfolgsversprechende Ergebnisse [83]. Der hohe Aufwand, sowie die 
erheblichen Kosten, machen diese Methoden jedoch für die meisten in vitro-
Studien zu wenig gebräuchlichen Kultursystemen. 
Da es in dieser Arbeit vorrangig darum ging, die verschiedenen 
Kniegelenksgewebe in ihren Grundzügen des Differenzierungspotentials zu 
vergleichen, wurde für den Vergleich der chondrogenen Differenzierung die 
standardisierte Pelletkultur genutzt. 

 
 
 
5.1.3 Verwendung von Wachstumsfaktoren versus Gentransfer 
 
Die Verwendung von verschiedenen Wachstumsfaktoren, welche dem 
Zellkulturmedium hinzugefügt werden, stellt eine gute und einfache Methode dar, 
um Zellen in vitro den nötigen Reiz zur Differenzierung zu geben. Durch die 
Verwendung von standardisiertem Zellkulturmedium, wie zum Beispiel das in 
dieser Arbeit verwendete DMEM/High Glucose (Life Science), mit 
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unterschiedlichen Zusätzen können die hMSCs, wie unter anderem in dieser 
Arbeit gezeigt, in die drei verschiedenen Zelllinien differenziert werden. Diese 
Methode eignet sich insbesondere für die in vitro-Anwendung, da hierbei die 
Zellen dem Medium leicht zugänglich sind, ohne dass andere Umstände 
einwirken können. 
Die Verwendung von Gentransfers, beispielsweise unter Verwendung von 
Adenoviren, hat sich dagegen für die in vivo-Stimulation von MSCs bewährt. 
Durch den Gentransfer können Zellen die benötigten Wachstumsfaktoren selber 
exprimieren und dadurch vor Ort den benötigten Differenzierungsreiz auf 
physiologische Weise über einen längeren Zeitraum abgeben [84, 85]. 
Da es sich bei dieser Arbeit um eine in vitro-Studie handelt, wurde auf die 

Differenzierung durch Wachstumsfaktoren mittels Kulturmedien zurückgegriffen, 
um einen gleichmäßigen Stimulationsreiz für die Zellen zu setzen. 

 
5.1.4 Diskussion der Analysetechniken 
 
Um nach der erfolgreichen Isolation von Zellen aus Nativgeweben bestimmen zu 
können um was für eine Zellart es sich handelt, gibt es eine Vielzahl an Methoden 

um die Zelle weitergehend zu charakterisieren. Gängige Methoden sind dabei 
histochemische Färbetechniken, immunhistochemische Färbungen, 

biochemische Messungen der Genexpression mittels PCR, die Messung der 
Zellvitalität oder der Zellproliferation. In dieser Arbeit wurde sich auf 

histochemische sowie immunhistochemische Färbungen, Genexpression und 
die Bestimmung von Oberflächenmarkern zur Zellcharakterisierung fokussiert, 

während die Zellvitalität und Zellproliferation zunächst nicht näher mitbestimmt 
wurde.  

Bei den histochemischen Färbungen der Zellen wurde sich für die Färbung mit 
Oil Red für den Nachweis adipogener Zellen, Alizarin Rot für den Nachweis 

osteogener Zellen sowie Alcianblau für den Nachweis von chondrogenen Zellen 
entschieden. Weitere Möglichkeiten bietet beispielsweise die Färbung mit Sudan 
III als Alternative zur Oil Red Färbung zur Darstellung von Fettvakuolen, welche 

jedoch nicht so kräftig ausfällt wie die Färbung mit Oil Red und daher nicht so 
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deutlich sichtbar ist. 

Die Alkalische Phosphatase-Färbung zum Nachweis von Osteoblasten oder die 
Silbermethode nach „Kossa“ zur Darstellung Kalzium, stellen Alternativen zur 

Färbung mit Alizarin Rot dar. Hierbei ist zu beachten, dass Alizarin Rot im 
Gegensatz zur „von Kossa“ Färbung ein Chelat mit den Claiuminonen bildet, 

wodurch diese gefärbt werden, während bei der „von Kossa“-Färbung 
Calciumsalze über die Bindung und Färbung des Phosphates dargestellt 

werden.  
Safranin O stellt eine Alternative Färbung zur Darstellung von Proteoglykanen bei 

Knorpelgeweben dar. Es ist eine beliebte Färbung, wenn es sich darum handelt 
den Anteil an Proteoglykanen bei normalem Knorpelgeweben darzustellen. 

Jedoch gilt es als nachteilig, wenn der Anteil von GAGs erniedrigt ist [131]. Im 
Gegensatz dazu färbt Alcianblau auch bei einem erniedrigten Anteil von GAGs. 

Da bei den differenzierten Zellen der Anteil von GAGs undefiniert war, wurde 
zunächst zum generellen Nachweis die Färbung mit Alcianblau bevorzugt.  
Eine weitere gängige Analysetechnik ist die Messung der Genexpression mittels 

RT-PCR. Hierbei gibt es die Möglichkeit der semiquantitativen RT-PCR, welche 
auch für diese Arbeit benutzt wurde, sowie die Real-Time RT-PCR. Im 

Gegensatz zur semiquantitativen RT-PCR, bei welcher die Genexpression nach 
der durchgeführten Vermehrung des Ausgangsproduktes gemessen wird, 

passiert dieses bei der Real-Time RT-PCR bereits während der exponentiellen 
Vermehrungsphase. Dadurch ist es möglich, bei dieser Methode ein genaueres 

Messergebnis zu erzielen, da einerseits keine weiteren Schritte vor der Messung 
benötigt werden, wodurch Verunreinigungen reduziert werden können, sowie 

andererseits eine Größere Anzahl an Genprodukten zur Quantifizierung 
herangezogen werden. Insbesondere auf Grund der technischen Gegebenheiten 

in unserem Labor wurde für diese Arbeit die semiquantitative RT-PCR 
verwendet.  

Als Haushaltsgen wurde in dieser Arbeit EF1α bei der PCR verwendet, da dieses 
im Labor etabliert war. Eine andere Möglichkeit stellt beispielsweise 

Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (GAPDH) dar. Beide Gene eignen 
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sich gut zur Verwendung als Haushaltsgen, da sie in den meisten Zellen 

vorkommen und von diesen konsekutiv exprimiert werden.  

 

5.2 Diskussion der Ergebnisse 
 
5.2.1 Diskussion von Zellcharakteristika 
 
Bei den einzelnen Differenzierungen der Zellen waren in der Auswertung der 
verschiedenen Methoden Unterschiede zwischen den Zellcharakterika zu 

beobachten. So zeigt sich bei der mikroskopischen Betrachtung der isoloierten 
nativen Zellen, dass sich spindelförmige Zellen bilden, welche sich dann im 

Verlauf durch Proliferation und zunehmende Zell-Zell-Kontakte zu Zellkolonien 
zusammenschließen. Dieses Verhalten wurde bereits 1976 von Friedentstein als 

ein Charakteristikum von MSCs beschrieben [132]. 

Beobachtet man anschließend mikroskopisch die Entwicklung der Zellen unter 
dem Einfluss der Differenzierungsmedien so zeigt sich eine Veränderung der 

Zellstruktur. So lagern sich beispielsweise die Zellen bei der adipogenen 
Differenzierung weniger dicht zusammen und bilden Vesikel aus, welche sich 

zwischen den Zellen verteilen. Dies ist insbesondere bei den Zellen welche 
ursprünglich aus fetthaltigen Geweben, wie beispielsweise dem Hoffa-

Fettkörper, isoliert wurden zu beobachten.  
Im Gegensatz dazu kann man bei der osteogenen Differenzierung erkennen, 

dass die Zellen einen eher spindelförmigen Charakter annehmen und 
zunehmend netzartige Zell-Zell-Kontakte ausbilden, wie es für Knochen 
charakteristisch ist. Auch hier ist diese Morphoplogie am deutlichsten bei den 

Zellen zu beobachten, welche ursprünglich aus der Spongiosa gewonnen 
wurden. Dies unterstützt die von Armiento et al. aufgestellte These, dass MSCs 

ein gewissen Erinnerungspotential an ihr ursprüngliches Herkunftsgewebe 

aufweisen [4]. 
Für die FACS Analyse wurde im Rahmen dieser Arbeit ein Markerprofil von 

CD90, CD105, CD73 und CD44 gewählt, da diese Marker laut verschiedener 
Studien wie beispielsweise von Dominici et al. sowie Ramos et al. und der 
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Definition des ISCT folgend ein Teil der Charakterisierung von MSCs darstellen 

[57, 58]. Andere Marker stellen beispielsweise noch die hämatopoetischen 

Markergene CD45, CD34, CD14, CD11b, CD79a, CD19 oder HLA-Klasse-II-
Antigene, welche nur zu weniger als 2% exprimiert werden dürfen, um der 

Definition von MSCs zu entsprechen [58]. Da die Zellen in dieser Arbeit die 

Marker CD44, CD 90 und CD105 mit über 95% exprimieren, liefert dies einen 
weiteren Anhaltspunkt, dass es sich bei den Zellen um MSCs handelt.  

 
 
5.2.2 Adipogene Differenzierung der sechs verschiedenen Gewebe 
 
Bei der adipogenen Differenzierung der Zellen kann beobachtet werden, dass 
sich bereits in einer frühen Phase der Entwicklung die Ausbildung von 
lipidhaltigen Vesikeln innerhalb der Gewebe zeigt. Durch die Oil-Red Färbung 
konnte belegt werden, dass es sich dabei auch tatsächlich um eine für 
adipogene Gewebe typische EZM handelt. Auch in der semiquantitativen RT- 
PCR konnte bei allen Geweben die Expression der adipogenen Marker LPL und 
PPARγ nachgewiesen werden. 

Vergleichend zeigen sich jedoch sowohl histologisch als auch in der relativen 
Expression der Markergene gewisse Unterschiede. So ist zu erkennen, dass sich 
im Rahmen der adipogenen Differenzierung der Gewebe bei den hMSCs des 
Knochens, des VKB und des Hoffa-Fettkörpers schon zwischen dem siebten 
und 14. Tag eine deutlich erkennbare Anzahl an Vesikeln ausbildet. Gegen 
Ende des Differenzierungszeitraums war zwar bei allen Geweben eine 
Ausbildung von lipidhaltigen Vesikeln zu erkennen, jedoch zeigte sich die 
Verteilung dieser in der lichtmikroskopischen Betrachtung bei den aus dem 
Hoffa-Fettkörper stammenden hMSCs am homogensten. Auch in der Färbung 
mit Oil-Red zeigte sich bei der Betrachtung der gefärbten Vesikel bei den Zellen 
des Hoffa-Fettkörpers das gleichmäßigste Bild. Bereits in einer früheren Studie 
von Yoshimura et al. hatte sich gezeigt, dass MSCs aus Fettgewebe und 
Synovialmembran eine stärkere Vesikelexpression und Anfärbung mit Oil Red im 
Vergleich zu MSCs aus knöchernen Geweben zeigen [104].  
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Bei der Betrachtung der Ergebnisse der semiquantitativen RT-PCR zeigt sich die 
höchste Expression von PPARγ bei den hMSCs der Synovialmembran. Auch die 
Expression von LPL ist bei diesen Zellen mit am stärksten ausgeprägt. Während 
die Zellen des Hoffa-Fettkörpers zwar eine ebenso starke Expression von LPL 
zeigen, ist diese bei PPARγ schwächer ausgeprägt. Jedoch zeigten sich die 
gewonnen Ergebnisse statistisch nicht signifikant.  

 
 

5.2.3 Osteogene Differenzierung der sechs verschiedenen Gewebe 
 
In der Zusammenschau der Ergebnisse der osteogenen Differenzierung kann 
festgestellt werden, dass es bei allen Geweben in der histologischen 
Betrachtung zur Ausbildung von osteogenen Strukturen kam. So ist schon 
während des Differenzierungszeitraums zu beobachten, dass die hMSCs, 
welche dem Differenzierungsreiz ausgesetzt wurden, bereits nach circa 14 
Tagen eine deutliche Ausbildung einer Vielzahl an Zell-Zell-Kontakten 
ausbilden. Diese zeigen sich an Tag 21 der Differenzierung bei allen Geweben 
noch ausgeprägter. Des Weiteren ist zu erkennen, dass sich die Zellen in ihrer 
Morphologie und Anordnung zwischen den einzelnen Geweben leicht 
unterschieden. So sind die hMSCs der Spongiosa spindelförmig in ihrem 
Aussehen und in einer, an spongiösen Knochen erinnernden Konfiguration 
angeordnet, während beispielsweise die Zellen des Knorpels eine rundlichere 
Form aufweisen und ein weniger dichtes Netz aufbauen. Die hMSCs des 
Meniskus und des VKBs zeigen, ähnlich wie die aus der Spongiosa isolierten 
Zellen, einen spindelförmigen Zellcharakter und ein dichtes Netz aus Zell-Zell- 
Kontakten. Hingegen zeigt sich bei den Zellen der Synovialmembran und des 
Hoffa-Fettkörpers ein lichteres Netz. In der Alizarin Rot S Färbung, welche die 
calciumhaltige EZM darstellt, ist auch wieder bei allen Geweben eine deutliche 
Rotfärbung zu erkennen. Allerdings lässt sich bei genauerer Betrachtung auch 
in dieser Färbung ein Unterschied in der Zell-Matrix Relation erkennen. So ist bei 
den differenzierten hMSCs aus der Spongiosa und der Synovialmembran eine 
gleichmäßige Verteilung der gefärbten EZM zu erkennen. Dahingegen zeigen die 
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anderen vier Gewebe eine ungleichmäßigere Verteilung. So ist insbesondere bei 
den Zellen des Knorpels und des Hoffa-Fettkörpers eine punktförmigere 
Verteilung zu erkennen. 
In der Auswertung der semiquantitativen RT-PCR zeigt sich bei allen Geweben 
eine Expression der osteogenen Markergene. Die Zellen des Knochen- und 
Knorpelgewebes zeigen bei allen vier Genen eine Expression mit einer geringen 
Standardabweichung, wobei die größte Abweichung, wie bei allen Geweben, in 
der Expression von Col X zu beobachten ist. Auch die hMSCs, welche aus dem 
Meniskus und der Snyovialmembran isoliert wurden, zeigen eine homogene 
Expression der Marker. Allerdings ist zu beobachten, dass gerade die Zellen der 
Synovialmembran eine geringe Expression von OC zeigen. Des Weiteren zeigen 
beide Gewebe eine höhere Expression von Col X als die Zellen des Knochens 
und Knorpels. Die hMSCs des vorderen Kreuzbandes präsentieren sich bei der 
Expression von OC und Col I vergleichbar mit den Zellen des Meniskus, 
allerdings zeigt sich eine höhere Expression von ALP sowie eine geringere 
Expression von Col X. Die Zellen des Hoffa-Fettkörpers zeigen die stärkste 
Expression von ALP, Col I und Col X sowie eine geringe Expression von OC. 
Allerdings ist zu erkennen, dass die Standardabweichung bei ALP, Col I und Col 
X sehr ausgeprägt ist. So sind diese Werte als sehr durchmischt in der 
Differenzierung der einzelnen Proben des Fettkörpers zu sehen und die 
Ergebnisse kritisch zu betrachten, da sich keine statistische Signifikanz zeigt.  
 
 

5.2.4 Chondrogene Differenzierung der sechs verschiedenen Gewebe 
 
Auf Grund der Differenzierung in Pelletkulturen wurde das Wachstum der 
Gewebe während der Differenzierung, anders als bei den Monolayerkulturen, 
nicht miteinander verglichen. Der histologische Vergleich erfolgte erst anhand 
der Ergebnisse der Alcian Blau Färbung, sowie anhand der 
immunhistochemischen Färbungen von Col II und X. Des Weiteren wurde, wie 
bei den anderen Differenzierungen auch, die Expression einer Reihe von 
Markergenen mittels semiquantitativer RT-PCR innerhalb der einzelnen Gewebe 
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verglichen. 
Bei der Alcian Blau Färbung konnte beobachtet werden, dass alle Gewebe eine 
Proteoglykan-haltige EZM produziert haben. Allerdings sieht man klare 
Unterschiede in der Zell-Matrix Struktur. Während beispielsweise bei den 
differenzierten hMSCs des Knorpelgewebes eine sehr gleichmäßige Verteilung 
der Zellkerne und der Matrix zu beobachten ist, zeigt sich bei den Zellen des 
Knochengewebes und der Synovialmembran, zwar ebenfalls eine gute 
Verteilungsrelation, jedoch ist diese bei den Zellen des Knochens ein wenig 
spärlicher als bei den Knorpelzellen und bei der Synovialmembran zeigt sich an 
einer Stelle eine deutliche Ballung von Zellkernen. Diese Ballung an Zellkernen 
zeigt sich auch bei den anderen drei Gewebearten. Dies kann jedoch auch durch 
die Nutzung eines Pelletkultursystems bedingt sein, da es bei diesen Systemen 
kulturbedingt gelegentlich zur Ausbildung nekrotischer Areale im Kern der Kultur 
kommt. 

Bei Betrachtung der immunhistochemischen Färbung für Col II ist eine deutliche 
und homogene Färbung der differenzierten hMSCs der Spongiosa und des 
Knorpels zu erkennen, während bei den Zellen des Meniskus und des Hoffa-
Fettkörpers, eine eher punktförmige Färbung ersichtlich ist. Die Färbungen des 
VKB, sowie der Synovialmembran fallen für Col II eher schwach aus und es sind 
nur vereinzelt positiv gefärbte Areale zu erkennen. Bei der Färbung von Col X 
hingegen zeigen alle Gewebe, bis auf die Zellen des Meniskus, bei dem diese 
Färbung eher schwach ausfällt, eine deutliche positive Färbung, welche auch 
größere gefärbte Areale zeigt, als die Col II Färbung. Betrachtet man diese 
Ergebnisse mit der Expression der Gene in der RT-PCR so ist zu erkennen, dass 
diese größtenteils übereinstimmen. So ist bei den Zellen der Synovialmembran 
zwar eine Expression von Col II zu erkennen, allerdings ist diese recht schwach 
ausgeprägt, so dass dies mit der Beobachtung der immunhistochemischen 
Färbung übereinstimmt. Des Weiteren kann bei den Ergebnissen der PCR 
beobachtet werden, dass alle Gewebe die Marker der chondrogenen 
Differenzierung, AGN, Sox9 und Col II exprimieren. Jedoch zeigt sich die 
Expression der einzelnen Marker unter den Geweben recht inhomogen verteilt. 
So zeigen die Knorpelzellen die niedrigste Expression bei den chondrogenen 
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Markern AGN und Sox9, jedoch die höchste Expression von Col II. Die Zellen 
des Knochengewebes zeigen dahingegen, ebenso wie die Zellen des Meniskus 
und Hoffa-Fettkörpers, eine deutlich höhere Expression von AGN und im Falle 
der Spongiosazellen auch von Sox9, jedoch sind diese hohen 
Expressionen auch mit einer hohen Standardabweichung 
vergesellschaftet. Auch die Zellen des VKB und der Synovialmembran zeigen 
eine, gegenüber den Knorpelzellen, erhöhte Expression von AGN und Sox9, 
jedoch bei einer deutlich geringeren Standardabweichung als dies bei den 
Zellen des Knochens, des Meniskus und des Fettkörpers gezeigt wurde. 
Betrachtet man die Hypertrophiemarker OC und Col X fällt vor allem die nicht 
nachweisbare Expression von OC bei den hMSCs des Knorpelgewebes auf. 
Dahingegen weisen insbesondere der Hoffa- Fettkörper und das 
Knochengewebe eine hohe Expression von OC auf, jedoch auch wieder eine 
hohe Standardabweichung. Bei der Expression von Col X hingegen zeigen, bis 
auf die Zellen der Synovialmembran, alle Gewebe eine recht hohe Expression. 

 
 

5.2.5 Vergleich des Differenzierungspotentials der einzelnen Gewebe 
 
Um als multipotente MSC bezeichnet werden zu können, sollten die Zellen, laut 
der Definition der ISCT, drei Kriterien erfüllen. Wie anhand dieser Arbeit gezeigt 
werden konnte, zeigen die Zellen, welche aus den sechs verschiedenen 
Geweben gewonnen werden konnten, sowohl eine Plastikadhärenz an den 
Zellkulturflaschen als auch das Potential sowohl adipogen, osteogen, als auch 
chondrogen differenziert zu werden. Das dritte Kriterium ist, wie bereits in 1.1.2 
beschrieben, die Expression, bzw. das Fehlen, bestimmter 
Oberflächenantigene.  

Das Vorkommen der verschiedenen MSCs, welche für diese Arbeit verwendet 
wurden, konnte bereits durch mehrere Arbeiten demonstriert werden. So wurde 
die Präsenz und das Differenzierungspotential von MSCs aus dem 
Knochenmark, welche weiterhin als Goldstandart im Tissue Engineering gelten, 
bereits in zahlreichen Studien untersucht [29, 30, 85]. Des Weiteren konnten die 
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Arbeiten von, unter anderem, Alsalameh et al. sowie Pretzel et al. zeigen, dass 
eine Isolation von MSCs aus dem superfiziellen Stratum von sowohl 
arthrotischem als auch gesundem hyalinen Knorpel möglich ist [86, 87]. Auch 
das Vorkommen von MSCs innerhalb der Synovialmembran konnte bereits in 
früheren Studien bewiesen werden [33, 88]. Es wird vermutet, dass sich die 
MSCs innerhalb der Synovialmembran insbesondere in der Intima sowie 
innerhalb der kleinen Blutgefäße der Subintima befinden [89]. Da diese 
Blutgefäße eine Verbindung zwischen der Synovia und dem Knochenmark 
bilden, wird vermutet, dass MSCs des Knochenmarks bei einem Defekt in die 
Synovia und die umgebende Synovialmembran migrieren könnten [89]. 
Funktionell gesehen bildet die Synovialmembran zusammen mit dem 
infrapatellaren Fettkörper eine Einheit, welche auch als „adipogenes Synovium“ 
bezeichnet wird [90]. Auf Grund dieser Tatsache ist es auch nicht verwunderlich, 
dass auch innerhalb des Fettkörpers MSCs nachgewiesen werden können [34, 
91]. Steinert et al. sowie weitere Arbeitsgruppen konnten des Weiteren ein 
Vorkommen von MSCs innerhalb des VKB nachweisen, bei welchem vermutet 
wird, dass die Zellen dort innerhalb der Sinusoide, Faszikel und dem Endothel 
der kleinen Blutgefäße residieren [40-42, 92]. Das Vorkommen von MSC sowie 
von multipotenten Fibrochondrozyten innerhalb der Mensiken wurden des 
Weiteren bereits durch Mauck et al. beschrieben [35]. Eine interessante 
Beobachtung bei all diesen Geweben ist ihr gemeinsamer embryonaler Ursprung 
aus dem lateralen Mesoderm [93, 94]. Dieser gemeinsame Ursprung unterstützt 
die These, dass eine Differenzierung in eins der anderen Gewebe möglich ist. 
Wie mit Hilfe dieser Arbeit weiterführend belegt werden konnte, haben die hierfür 
isolierten Zellen aus den sechs untersuchten Gewebe des Kniegelenkes eine 
Plastikadhärenz an den Kulturflaschen gezeigt. Des Weiteren konnte anhand der 
verschiedenen histologischen Färbungen für alle Zelllinien belegt werden, dass 
diese das Potential besitzen sowohl adipogen, osteogen, als auch chondrogen 
differenziert zu werden. Auch in der FACS-Analyse konnte für mind. 98% aller 
isolierten Zellen gezeigt werden, dass diese CD90, CD105 und CD44 positiv 
sind, welches laut Ramos et al. die Zellmarker für hMSCs sind [58]. Somit sind 
alle drei Kriterien für die Definition von MSCs durch die isolierten Zellen erfüllt. 
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Bereits in vorherigen Studien konnte belegt werden, dass aus allen sechs 
Geweben, sowohl beim gesunden Gelenk als auch beim arthrotischen Gelenk, 
MSCs isoliert werden können, welche eine Expression der CD-Marker sowie eine 
Plastikadhärenz aufweisen [29, 34, 41, 42, 86, 87, 95, 96]. 
Vergleichend lassen sich jedoch Unterschiede in der Qualität dieser 
differenzierten Zellen aufzeigen. So lässt sich bei allen drei 
Differenzierungswegen erkennen, dass zumindest histologisch die hMSCs, 
welche ursprünglich aus dem am ähnlichsten Gewebe isoliert wurden, die größte 
Ähnlichkeit zu dem Gewebe nach der Differenzierung aufweisen. 
Interessanterweise scheinen jedoch auch die hMSCs der Spongiosa und der 
Synovialmembran ein vielversprechendes Ergebnis in allen drei 
Differenzierungswegen zu erlangen. So sind die Zellen der Spongiosa und der 
Synovialmembran, in dieser Arbeit, zwar nicht immer die Zellen mit der höchsten 
Expression der Markergene in den semiquantitativen RT-PCRs, allerdings weisen 
sie stets eine Expression der Gene auf und sind dabei meist, im Gegensatz zu 
den anderen untersuchten Geweben, nur einer geringen Standardabweichung 
unterlegen. 
Wie bereits in Studien gezeigt werden konnte, können jedoch auch die Art der 
Zellpräparation und -aufbereitung Einfluss auf die Eigenschaften von MSCs 
haben [97-99]. Auf Grund dieser Tatsache kann nicht ausgeschlossen werden, 
dass die Zellen gegebenenfalls ein leicht abgewandeltes Verhalten zeigen 
könnten, falls andere Aufbereitungs- und Kultivierungsmethoden verwendet 
werden. 

 
 
5.3 Vergleich mit anderen Studien zur Knorpelregeneration mit MSCs 
 
Bislang konnte eine optimale Quelle für Zellen zur Knorpelregeneration im Tissue 
Engineering, trotz zahlreicher Bemühungen, noch nicht etabliert werden. Die 
optimale Quelle für eine in-vivo Anwendung müsste sowohl durch einfache und 
für den Patienten sichere Methoden isolierbar als auch expandierbar sein und 
das Potential besitzen knorpelspezifische Moleküle zu synthetisieren ohne 
Immunreaktionen hervorzurufen. Auf Grund dieser Überlegungen dienen 
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momentan vor allem Chondrozyten, Fibroblasten, MSCs, sowie genmodifizierte 
Zellen als Quellen in der Forschung [100-102]. 

Die Tatsache, dass die Zellen der Synovialmembran in dieser Arbeit, sowohl ein 
gutes histologisches als auch gute Expression von Genmarkern nach der 
Differenzierung, lässt die Verwendung dieser Quelle für MSCs interessant 
erscheinen. Auch konnten bereits, wie in 4.3 erwähnt, unter anderem Sakaguchi 
et al. eine Überlegenheit der hieraus isolierten MSCs gegenüber anderen MSC-
Quellen nachweisen [34, 103-105]. Eine Begründung dieser Tatsache könnte in 
der, wie bereits in 4.2.1 erwähnten, Annahme liegen, dass Zellen eine Erinnerung 
an ihr Ursprungsgewebe aufweisen [4]. Da gezeigt werden konnte, dass die 
Zellen der Synovialmembran einen gemeinsamen Ursprung mit den Zellen des 
Gelenkknorpels besitzen [106], könnten sie für die Regeneration ebendieses 
geeigneter sein als andere Zellen. Vor diesem Hintergrund würde sich auch zu 
verstehen geben, warum MSCs, welche aus Knochengewebe isoliert wurden, 
vermehrt zur Hypertrophie und Ausbildung von fibrocartilaginösen Geweben 
neigen [4, 107, 108]. Eine weitere Investigation dieser Quelle scheint daher für 
die klinische Forschung und potentielle in-vivo Anwendung empfehlenswert zu 
sein. Des Weiteren zeichnen sich hMSCs aus der Synovialmembran durch eine 
vergleichsweise wenig invasive in-vivo Gewinnung aus, welche ohne größere 
Komplikationen für den Patienten einhergeht, da die Synovialmembran ein 
hohes Regenerationspotential aufweist [109, 110]. Allerdings empfehlen Pei et 
al. die Gewinnung von MSCs aus der Synovialmembran über eine von ihnen 
entwickelte, negative Isolation [111] durchzuführen, um die Kontamination der 
Zellen durch Makrophagen, welche die chondrogene Differenzierung inhibieren, 
zu verringern und somit bessere Ergebnisse zu erzielen [112]. 
Neben der Wahl der optimalen Zellquelle gibt es auch mehrere Überlegungen zu 
den optimalen Kulturbedingungen für Zellen, welche chondrogen 
differenziert werden sollen, um die Hypertrophie dieser Zellen zu verhindern und 
einen hyalinen Knorpelersatz zu erschaffen. So gibt es unter anderem die 
Überlegung, ob die Kulturbedingungen in-vitro optimiert werden könnten, um ein 
physiologisches Wachstum der Zellen im Gelenkspalt simulieren zu können. Wie 
bereits von Edler et al. und Zhang et al. in Studien gezeigt, wird Knorpel durch 
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mechanische Kräfte, wie Scherkräfte, Kompression, hydrostatischen Druck und 
der Kombination aus diesen in seiner Entwicklung beeinflusst [113, 114]. 
Weiterhin konnte von Jin et al. gezeigt werden, dass die Anwendung von 
dynamischen Scherkräften zu einer vermehrten Synthese von chondrogenen 
EZM Molekülen führt [115]. Insbesondere konnte in der Kombination mit IGF-1 
ein synergistischer Effekt sowohl für dynamische Scherkräfte [116], als auch in 
Kombination mit hydrostatischem Druck [117] gezeigt werden. 
Weitere mögliche Angriffspunkte für die Entwicklung von besseren Ergebnissen 
in der chondrogenen Differenzierung von hMSCs ist die Kombination der 
potentesten Zellen mit weiterer Gentherapie. In einer Studie wurde von Woods 
et al. die Funktion von Rac1 (Ras-verwandtes C3-Botulinumtoxin-Substrat 1) als 
positiver Regulator bei der Entwicklung von Chondrozyten beschrieben. Rac1 
hat dabei einen positiven Effekt auf die Reifung, Kalzifikation und Hypertrophie 
[118], indem er zu einer erhöhten Expression von Col X, MMP (Matrix Metallo-
Peptidase) 13 und ADTAMTS-5 (A disintegrin and metalloproteinase with 
thrombospondin motifs 5) führt, welche eine vermehrte Hypertrophie und 
Kalzifikation der Chondrozyten verursachen [119]. Andere Entwicklungen 
versuchen von außen einen Einfluss auf die Differenzierung von MSCs zu 
nehmen. So gibt es Versuche über externe nicht-invasive Methoden eine 
chondrogene Differenzierung von MSCs anzuregen. Dabei konnten Parate et al. 
zeigen, dass Pulsative Elektromagnetische Felder (PEMF), welche einmal täglich 
über einen Zeitraum von 10 min mit einer Amplitude von 2 mT auf die Zellen 
einwirken, zu einer verstärkten chondrogenen Differenzierung von hMSCs 
führen [120]. Weitere Studien auf diesem Gebiet konnten in-vitro, sowie in 
Tiermodellen an Ratten und Kaninchen bereits eine verbesserte Heilung 
chondrogener Defekte durch die Verwendung von Extrakorporalen 
Schockwellen aufzeigen [121, 122]. 
Eine weitere interessante Entwicklung auf dem Weg zu effektiven 
Behandlungsmöglichkeiten für Knorpeldefekte, stellt die Kombination des Tissue 
Engineering mit der Technik des 3D-Drucks dar. Neue Möglichkeiten sind dabei 
durch die Entwicklung der sogenannten „Bioink“ entstanden, welche es 
ermöglicht, lebende Gewebestrukturen im 3D-Druck zu erschaffen [123]. Dies 
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geschieht, indem entweder Zellen zusammen mit Biomaterialien verbunden 
werden [123], oder Aggregate aus Zellpellets und Gewebestrukturen geschaffen 
werden [124]. Die Kombination dieser Strukturen mit MSCs scheint 
vielversprechend zu sein, jedoch muss auch hier, insbesondere bei der 
Erstellung von Knorpelersatzgewebe, erst noch ein gut reproduzierbarer Weg 
gefunden werden, die Hypertrophie der differenzierten Zellen zu verhindern. 
Die Kombination mit dem 3D-Druck bietet, in der Theorie, des Weiteren die 
Möglichkeit anhand von z.B. MRT Aufnahmen, mithilfe des Computer Assisted 
Design (CAD) und Computer Assisted Manufacturing (CAM) passgenaue 
Trägersubstanzen für MSCs zu erschaffen [123]. Diese Art der Herstellung 
individueller Implantate beschleunigt, im Sinne der individuellen Medizin, die 
Therapie, da sich dadurch z.B. die OP-Zeit verkürzen lässt [125]. Des Weiteren 
könnte die personalisierte Medizin, langfristig betrachtet, zu einer 
Verbesserung der Therapie der Osteoarthritis und Senkung der 
Behandlungskosten führen [126]. Bis zur klinischen Anwendung dieser 
Technologie müssen jedoch auch noch Verbesserungen in der 
Gerätetechnologie erfolgen, um die 3D-Drucker effektiv, beispielsweise im OP- 
Saal einsetzen zu können [125]. 
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6. Zusammenfassung 
 
Mit Hilfe dieser Arbeit soll untersucht werden, wie sich das 
Differenzierungspotential von hMSCs aus sechs verschiedenen Geweben des 
Kniegelenkes, namentlich Knochengewebe, Knorpel, Meniskus, vorderes 
Kreuzband, Synovialmembran und Hoffa-Fettkörper, voneinander 
unterscheidet. MSCs weisen im Allgemeinen ein hohes Potential zur 
Differenzierung in verschiedene Gewebelinien auf und stellen somit einen 
optimalen Kandidaten für die Regeneration von beispielsweise erkranktem 
Knorpelgewebe dar. 
Nach der erfolgreichen Isolation und Kultivierung der hMSCs aus den Geweben 
wurden diese in Monolayerkulturen adipogen, sowie osteogen differenziert. 
Diese Kulturen wurden zu verschiedenen Zeitpunkten der Differenzierung 
histologisch beobachtet. Weiterhin wurden Pelletkulturen für die chondrogene 
Differenzierung angelegt. Nach dem festgesetzten Differenzierungszeitraum 
wurden alle Kulturen histologisch, biochemisch und mikrobiologisch aufbereitet, 
um die Gewebe analysieren zu können und eine Evaluierung des 
Differenzierungspotentials aufzustellen. 
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass hMSCs aus allen sechs 
verwendeten Geweben sowohl adipogen, osteogen, als auch chondrogen 
differenziert werden können. So fielen die Ergebnisse der Oil-Red S Färbung, 
der Alizarin Rot Färbung, als auch der Alcianblau Färbung für alle Gewebe nach 
der entsprechenden Differenzierung positiv aus. Auch konnten eine Expression 
der jeweiligen Gewebespezifischen Marker mit Hilfe der semiquantitativen 
RT-PCR nachgewiesen werden. Dabei zeigten sich jedoch Unterschiede in der 
Expressionsstärke. So konnte gezeigt werden, dass die Zellen, welche aus 
einem Gewebe entstammten, dass der Differenzierung entsprach, jeweils ein 
gutes Ergebnis erzielen konnten. Auch die hMSCs des Knochengewebes, sowie 
die der Synovialmembran zeigten in allen drei Differenzierungen gute 
Ergebnisse. 

Bei der chondrogenen Differenzierung wurden neben den 
Differenzierungsmarkern auch die Hypertrophiemarker OC und Col X 
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untersucht. Dabei fiel auf, dass die geringste Expression dieser bei den hMSCs 
des Knorpelgewebes und der Synovialmembran zu beobachten war. Dabei war 
insbesondere festzustellen, dass die Zellen des Knochengewebes keine 
messbare Expression von OC zeigten. Die Expression von Col X war hingegen 
bei den hMSCs der Synovialmembran am geringsten ausgeprägt. 
Auf Grund der guten erzielten Ergebnisse empfiehlt sich nach dieser Arbeit vor 
allem eine weitere Erforschung der Spongiosa und insbesondere der 
Synovialmembran als potentielle Quelle von hMSCs, sowie die Kombination von 
hMSCs dieser Quellen im Zusammenspiel mit modifizierten 
Differenzierungsbedingungen, um gegebenenfalls optimierte Ergebnisse 
erzielen zu können und somit der Knorpelregeneration von Arthrosepatientinnen 
weiterhelfen zu können. 
Denn obwohl viele Grundmechanismen bereits ausgiebig erforscht wurden und 
es viele Studien und Ansatzpunkte in dem Bereich des Tissue Engineering und 
der Regenerativen Medizin gibt, bleibt die Behandlung von Arthrosepatienten 
weiterhin ein komplexes klinisches Problem und bedarf daher weiterer 
Forschung. 
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