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Zusammenfassung

1. ZUSAMMENFASSUNG

Das Ziel des Tissue Engineerings ist die Entwicklung von biologischem Ersatzgewebe,
welches die urspriingliche Gewebefunktion erhalten, wiederherstellen oder verbessern
kann. Hierzu werden Biomaterialien als Tragermaterial genutzt, die man als Scaffolds
bezeichnet. Diese Scaffolds werden mit Zellen besiedelt und anschlieBend als
Gewebekonstrukte implantiert.

Fur den klinischen Erfolg des Tissue Engineerings ist mal3gebend, dass in grof3eren drei-
dimensionalen Gewebekonstrukten sehr schnell nach Implantation eine adaquate Nahr-
stoffversorgung der Zellen gewabhrleistet ist. Eine ausreichend schnelle Vaskularisierung
ist hierfiir eine Grundvoraussetzung. Trotz verschiedener Ansatze ist dies bisher jedoch
noch nicht gelungen.

In der vorliegenden Arbeit wurden zwei verschiedene Ansatze zur Verbesserung der fri-
hen Blutperfusion implantierter Scaffolds mit Hilfe des Modells der Rickenhautkammer
untersucht. Mit diesem Modell kann man in vivo Uber einen Zeitraum von zwei Wochen
mit Hilfe der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie wiederholt die entzindliche und
angiogene Gewebereaktion auf implantierte Biomaterialien analysieren. Unterstitzt wird

die in vivo-Analyse durch histologische sowie immunhistochemische Untersuchungen.

Im ersten Studienabschnitt wurde untersucht, ob die Vaskularisierung von porésen PLGA-
Scaffolds durch  Bioaktivierung mittels Inkorporation einer pro-angiogenen
Extrazellularmatrix in Form von Matrigel beschleunigt werden kann. Zu diesem Zweck
wurden zunéchst in vitro die pro-angiogenen Eigenschaften von Wachstumsfaktor-
reduziertem (GFRM) sowie Wachstumsfaktor-enthaltendem Matrigel (GFCM) unter Ver-
wendung eines Aortic Ring Assays untersucht. Anschlie@end wurden die beiden
Matrigeltypen in die Poren der PLGA-Scaffolds inkorporiert. Diese wurden im né&chsten
Schritt in die Rickenhautkammer von Balb/c-Méausen implantiert und Uber einen Beo-
bachtungszeitraum von 14 Tagen analysiert. Matrigel-freie Scaffolds dienten hierbei als
Kontrolle.

Im Aortic Ring Assay stimulierte GFCM die Bildung eines Netzwerkes aus tubuléren, ge-
faRartigen Strukturen mit einer signifikant gesteigerten Sprossflache und -dichte im Ver-
gleich zu GFRM. Entsprechend beschleunigte und verbesserte GFCM in vivo das Ein-
wachsen neuer Blutgefalie in die implantierten Scaffolds, was zur Ausbildung eines reifen
GefalRnetzwerkes fuhrte. Im Vergleich zur Kontrolle sowie den GFRM-Scaffolds wiesen

die GFCM-Scaffolds eine gesteigerte funktionelle Kapillardichte auf. Die Analyse der Leu-
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kozyten-Endothelzell-Interaktion in Venolen des Empfangergewebes in unmittelbarer Um-
gebung der Scaffolds zeigte keine Unterschiede zwischen den Gruppen. Dies belegt,
dass die Inkorporation von Matrigel die Biokompatibilitat implantierter PLGA-Scaffolds
nicht negativ beeinflusst.

Damit konnte im ersten Teil der vorliegenden Arbeit gezeigt werden, dass die Kombi-
nation aus einer pro-angiogenen Extrazellularmatrix mit soliden Scaffold-Biomaterialien
einen neuen Ansatz zur zukunftigen Verbesserung der Vaskularisierung von

Gewebekonstrukten darstellt.

Im zweiten Studienabschnitt wurde untersucht, ob die Vaskularisierung implantierter
PLGA-Scaffolds durch Inoskulation eines in situ praformierten, mikrovaskuldren Netzwer-
kes mit den BlutgefaRen des Empfangergewebes beschleunigt werden kann.

Hierzu wurden PLGA-Scaffolds fir 20 Tage in die Flanke von Balb/c oder GFP-
transgenen Mausen implantiert, um in situ ein mikrovaskulares Netzwerk innerhalb der
Scaffolds zu generieren. Die pravaskularisierten Scaffolds wurden anschlieend in die
Rickenhautkammer von syngenen Empfangertieren implantiert, wobei nicht
vaskularisierte, leere PLGA-Scaffolds als Kontrolle dienten.

Die Ergebnisse zeigten, dass die Vaskularisierung der pravaskularisierten Scaffolds ver-
glichen mit Kontroll-Scaffolds signifikant beschleunigt werden konnte. Dies resultierte da-
raus, dass die GeféalRe des in situ praformierten, mikrovaskularen Netzwerkes durch Aus-
bildung von Querverbindungen zur Mikrozirkulation des Empféangertieres rasch
reperfundiert wurden. Dabei konnte immunhistochemisch gezeigt werden, dass das Endo-
thel des praformierten mikrovaskularen Netzwerkes seine Integritat behielt.

Weiterhin konnte erstmalig gezeigt werden, dass die praformierten BlutgefafRe nicht nur
als Leitschiene fir einwachsende BlutgefaRe dienen, sondern selbst Ausgangspunkte fir
die Entwicklung neuer Blutgefal3e darstellen. Zusammenfassend konnte im zweiten Tell
der vorliegenden Arbeit somit gezeigt werden, dass die Inoskulation von in situ praformier-
ten, funktionsfahigen BlutgefaRen mit der Mikrozirkulation des Empfangergewebes einen
vielversprechenden Ansatz darstellt, um die Blutversorgung von implantierten

Gewebekonstrukten zu beschleunigen und zu verbessern.



Summary

2. SUMMARY

The aim of tissue engineering is the generation of biological tissue substitutes, which
maintain, restore or improve the function of the original tissue. For this purpose, bio-
materials are used as scaffolds. These scaffolds are seeded with cells and subsequently
implanted as tissue constructs into the host.

A rapid nutrient supply for the cells in three-dimensional tissue constructs after implanta-
tion is crucial for the clinical success of tissue engineering applications. For this purpose,
a rapid vascularization of the tissue constructs is a major prerequisite. However, despite
the establishment of numerous approaches it is still not possible to induce a sufficient rap-
id vascularization.

In the present thesis, two novel approaches were analyzed by means of the dorsal skin-
fold chamber model to improve the early blood perfusion of implanted scaffolds.

The dorsal skinfold chamber model in combination with intravital fluorescence microscopy
allows for the repetitive in vivo analysis of the inflammatory and angiogenic host tissue
response to implanted biomaterials. This in vivo-analysis is supported by histological and

immunohistochemical examinations.

In the first part of this thesis it was analyzed, wether the vascularization of porous PLGA
scaffolds can be accelerated by incorporation of the pro-angiogenic extracellular matrix
Matrigel. For this purpose, the pro-angiogenic characteristics of growth factor reduced
(GFRM) and growth factor containing Matrigel (GRCM) were investigated in vitro by
means of an aortic ring assay. Subsequently, the two types of Matrigel were incorporated
into the pores of PLGA scaffolds. These scaffolds were then implanted into the dorsal
skinfold chamber of Balb/c mice and analyzed over an observation period of 14 days.
Matrigel-free scaffolds served as control.

Incubation of the aortic rings in GFCM stimulated the formation of a network of tubular,
vessel-like structures with a significantly increased sprout area and density when com-
pared to GFRM. Accordingly, GFCM accelerated and improved the ingrowth of new blood
vessels into implanted scaffolds in vivo. This resulted in the formation of a network of ma-
ture blood vessels. GFCM scaffolds exhibited an increased functional capillary density
when compared to controls and GFRM scaffolds. The analysis of leukocyte-endothelial
cell interaction in postcapillary venules of the host tissue in close vincinity to the scaffolds
did not show any significant differences between the groups. This indicates, that incorpo-

ration of Matrigel does not affect the good biocompatibility of implanted PLGA scaffolds.
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Accordingly, the first part of this thesis demonstrates that the combination of pro-
angiogenic extrazellular matrices with solid scaffold biomaterials represents a novel ap-

proach to accelerate and improve vascularization of tissue engineering constructs.

In the second part of this thesis it was analyzed, whether the blood supply of implanted
scaffolds can be accelerated by inosculation of an in situ preformed microvascular net-
work with the host microvasculature. For this purpose, PLGA scaffolds were implanted
into the flank of balb/c or GFP-transgenic mice for 20 days to create a new microvascular
network within the scaffolds. The prevascularized scaffolds were then transferred into the
dorsal skinfold chamber of isogenic recipient mice. Non-vascularized PLGA scaffolds
served as controls.

Vascularization of prevascularized scaffolds was significantly accelerated and improved
when compared to controls, because the in situ-preformed microvessels were reperfused
by forming interconnections to the host microvasculature. Further immunohistochemical
analyses showed that the endothelium of the preformed microvascular network could
maintain its integrity.

The preformed blood vessels not only served as connection for ingrowing new blood ves-
sels, but were additionally capable of originating angiogenic sprouting.

Taken together, the second part of the present thesis demonstrates that inosculation of in
situ preformed, functional blood vessels with the microcirculation of the host tissue repre-
sents a promising approach to improve and accelerate the blood supply of implanted tis-

sue constructs.
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3. EINLEITUNG

Die Anzahl an Organen, die fur eine Transplantation zur Verfigung stehen, wird von der
Anzahl der Patienten, die eine solche Operation benétigen, um ein Vielfaches Uberschrit-
ten. So waren im Jahr 2006 im Einzugsgebiet von Eurotransplant 26 485 Patienten auf
den Wartelisten fur ein Organ gemeldet, wahrend jedoch nur 6683 Organe fir Transplan-
tationen zur Verfugung standen (Oosterlee, 2007). Zusatzlich zu Organen werden aber
auch variable Mengen von unterschiedlichen Ersatzgeweben bendétigt, die zur Auffullung
von Gewebedefekten eingesetzt werden kénnen.

Der Mangel an Ersatzgeweben und Spenderorganen fuhrte zum Tissue Engineering.
Erstmals definiert wurde dieser Begriff 1987 von der National Science Foundation als in-
terdisziplindres Forschungsgebiet, welches die Methoden der Biowissenschaften, Materi-
alwissenschaften und klinischen Forschung mit dem Ziel vereint, biologisches Ersatzge-
webe zu generieren, um die Gewebefunktion wiederherzustellen, zu erhalten oder zu ver-
bessern (Langer et al., 1993).

Um lebendes Gewebe in vitro zu zlichten, werden isolierte Zellen in Kultur vermehrt und
anschliel3end auf ein bioaktives, abbaubares Tragermaterial, ein sogenanntes Scaffold,
transferiert. Auf diese Weise wird ein dreidimensionales Ersatzgewebe, bestehend aus
Zellen und Biomaterial, geschaffen. Dieses wird auch als Gewebekonstrukt bezeichnet
(Griffith, 2000). Das Ziel dabei ist die Herstellung bioatrtifizieller Produkte wie z.B. Haut-,
Knochen-, Knorpel- und Gefal3ersatz. Aber auch der Ersatz ganzer Organe, welche an-
schlieend in den Patienten implantiert werden kénnen, ist durchaus denkbar.

Im Bereich des Tissue Engineerings konnten in den letzten Jahren bereits beachtliche
Erfolge erzielt und erste geziichtete Gewebe wie Haut (Kremer et al., 2000; Liu et al.,
2007), Knorpel (Vacanti et al., 1994; Dragoo et al., 2007) und Gefal3e (Matsumura et al.,
2006) in die Kklinische Praxis eingefuihrt werden. Allerdings sind diese Gewebetypen ver-
haltnismanig simpel strukturiert. Knorpel ist avaskuléar und hat einen metabolisch geringen
Anspruch. Gezichtete Haut und Gefalie sind dinn und kdnnen nach Implantation durch
Sauerstoff- und Nahrstoffdiffusion aus der Umgebung ernahrt werden. Im Gegensatz dazu
ist die kunstliche Herstellung von Geweben mit einer komplexen dreidimensionalen Struk-
tur wie Knochen- (Salgado et al., 2004), Fett- (Dolderer et al., 2007; Patrick, 2004), Mus-
kel- (Deasy et al., 2004), Leber- (Jiang, 2004) und Nervengewebe (Lundborg, 2004) un-

gleich schwieriger.
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Die Auswahl eines geeigneten Scaffolds ist essentiell fir den Erfolg des Tissue Enginee-
rings. Dieses muss eine Vielzahl von Anforderungen erfillen. Durch das Tragermaterial
sollten nach Implantation temporér die mechanischen Eigenschaften des zu ersetzenden
Gewebes Ubernommen werden. Weiterhin sollte das Scaffold in der Geschwindigkeit ab-
baubar sein, in welcher das Ersatzgewebe seine Funktion im Korper tbernimmt (Hollister,
2005). Nach Abbau des Scaffolds besteht der aufgefiillte Defekt dann idealerweise kom-
plett aus dem gewiinschten Gewebe (Agrawal et al., 2001). Zusatzlich muss das Scaffold
Uber eine gute Biokompatibilitéat verfligen. Es soll weder eine Entziindungs- noch eine
Fremdkérperreaktion hervorrufen und gut in das Empfangergewebe integriert werden
(Helenius et al., 2006). Zudem sollte die Mdglichkeit bestehen, das Material durch Ober-
flachenbeschichtungen oder Integration von Biomolekulen zu aktivieren, um nach der Im-

plantation ein schnelleres Einwachsen von Zellen in das Scaffold zu ermdglichen.

Als Scaffolds kdnnen nattrlich vorkommende Materialien wie Kollagen (Freyman et al.,
2001), Alginat (Marijnissen et al., 2002) oder auch azellulare Dermis und Submukosa des
Diinndarms eingesetzt werden (Hodde, 2002). Daneben werden eine Vielzahl von synthe-
tischen Materialien wie Polyurethan (Laschke et al., 2009) oder Kalzium-Phosphat-
Verbindungen (Rucker et al., 2008) zur Herstellung von Scaffolds verwendet.

Ein Material, das bereits im Bereich des muskuloskelettalen Tissue Engineerings Anwen-
dung findet und diesem Anforderungsprofil weitgehend gerecht wird, ist das Biopolymer
Poly-D,L-Lactid-co-Glycolsaure (PLGA) (Kanczler et al., 2008). Dieses besteht aus
Polylactidsdure (PLA) und Polyglycolsaure (PGA). PLA und PGA sind aliphatische Poly-
ester, die Uber eine &hnliche Molekdulstruktur verfiigen. Der einzige Unterschied besteht
darin, dass PLA eine endstandige Methylgruppe aufweist, was zu einer veranderten De-
gradationskinetik flhrt. Beide Substanzen werden hydrolytisch in ihre Monomere gespal-
ten. PGA kann zusatzlich durch unspezifische Esterasen und Carboxypeptidasen zerlegt
werden. Dies filhrt dazu, dass die Abbaurate des Copolymers PLGA durch das exakte
Verhéltnis von PLA zu PGA steuerbar ist. Somit kann es den Erfordernissen entspre-

chend angepasst werden (Miller et al., 1977).

Die Architektur eines Scaffolds stellt einen weiteren entscheidenden Faktor flir dessen
erfolgreichen Einsatz beim Tissue Engineering dar. Idealerweise besteht ein Scaffold aus
einem Netzwerk mit zueinander in Kontakt stehenden Poren, die eine ungestdrte Diffusion

von Nahrstoffen und Sauerstoff zulassen. Dabei muss ein Kompromiss zwischen
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Pordsitat und mechanischer Stabilitdt gefunden werden. Eine hohe Porgsitat flhrt zu ei-
nem verbesserten Verhaltnis von Scaffold-Oberflache zu Volumen. Dadurch steht nach
Besiedlung mit Zellen in vitro ausreichend Platz fir die Bildung einer entsprechenden ext-
razellularen Matrix zur Verfugung, was in vivo ein schnelles Einwachsen von Gewebe
erlaubt (Kim et al., 1998). Fir eine spatere klinische Anwendung ist es weiterhin von Be-
deutung, dass ein Scaffold in jeder erforderlichen Form hergestellt werden kann, um drei-
dimensionale Gewebedefekte optimal auszufillen. Dabei stehen eine Vielzahl von Pro-
duktionsmethoden zur Herstellung von porésen Scaffolds zur Verfigung, wie beispiels-
weise die Gassattigungstechnik (Nam et al., 2000), die FlissiggieRtechnik (Widmer et al.,
1998), die Partikelauswaschtechnik (Mikos et al., 1994) oder die Faserbindungstechnik
(Mikos et al., 1994). Bei diesen Techniken ist die Porengréf3e jedoch sehr heterogen und
kann nur naherungsweise durch einen Mittelwert angegeben werden. Im Gegensatz dazu
kann bei der Rapid-Prototyping-Technik mit Hilfe eines 3D-Bioplotters die PorengroRRe
sehr exakt eingestellt und Scaffolds mit annahernd gleicher Porengrél3e und jeder beliebi-
gen Form hergestellt werden (Landers et al., 2002). In diesem Zusammenhang ist zu be-
achten, dass die schnelle Integration eines Scaffolds in das Empfangergewebe nach Im-
plantation entscheidend von dessen Porengrof3e abhéngt (Druecke et al., 2004). So konn-
ten die besten Ergebnisse beziglich des Einwachsens neuer Gefal3e in Scaffolds bei ei-
ner PorengrofRe von 250-300 um erzielt werden.

Der Erfolg des Tissue Engineerings ist nicht nur vom Wachstum und der Funktion der
organ- oder gewebespezifischen Zellen auf dem Tragermaterial, sondern vor allem von
einer schnellen und ausreichenden Vaskularisierung der Gewebekonstrukte abhé&ngig.
Diese ist essentiell fur das Uberleben und die Langzeitfunktion gréRerer Implantate, da sie
einen vermehrten Gewebeuntergang wahrend der ersten Tage nach der Implantation ver-
hindert (Laschke et al., 2006). So ist der Transport von Blut und Nahrstoffen aus den
BlutgefalRen der Umgebung eines implantierten Gewebekonstrukts auf eine Diffusions-
strecke von ~150-200 pum begrenzt, wodurch nur Zellen auf der Oberflache der Implantate
versorgt werden kdnnen, nicht jedoch Zellen im Zentrum grofRerer Konstrukte (Folkman et
al., 1973; Colton, 1995). Entsprechend ist die schnelle Ausbildung eines neuen, mikro-
vaskularen Netzwerkes innerhalb von gréf3eren, kinstlichen Gewebekonstrukten eine
wesentliche Vorraussetzung fur die breite Einfihrung von Tissue Engineering-Produkten
in die klinische Praxis (Borges et al., 2003). Um effektive Vaskularisierungsstrategien fur
Gewebekonstrukte etablieren zu kdnnen, sind genaue Kenntnisse tber den Prozess der

Angiogenese notwendig.
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Angiogenese ist definiert als die Bildung neuer Gefal3e aus vorbestehenden Blutgefalien
und stellt einen komplexen dynamischen Prozess dar. Dieser ist charakterisiert durch eine
koordinierte Abfolge von humoralen und zellularen Interaktionen (Risau, 1997; Carmeliet,
2000). In einem ersten Schritt werden Endothelzellen durch Wachstumsfaktoren aktiviert
und beginnen, ihre umliegende Basalmembran durch Expression und Freisetzung von
Metalloproteinasen zu degradieren, was morphologisch mit einer Zunahme des Gefal-
durchmessers einhergehen kann. Anschlieend erfolgt die Migration der Endothelzellen
ins Interstitium und es kommt zur Bildung von Gefal3knospen und -sprossen. Die nachfol-
genden Endothelzellen proliferieren, was zu einem Langenwachstum der neu entstehen-
den BlutgefaRe fuhrt. Zur Stabilisierung der neuen GefaBwand werden andere Zellarten
wie glatte Muskelzellen, Perizyten und Fibroblasten rekrutiert. Diese produzieren die Be-
standteile der extrazellularen Matrix (Risau, 1997). All diese Schritte sind durch die Inter-
aktion von spezifischen Molekilen wie Zytokinen und Wachstumsfaktoren streng reguliert
(Patan, 2004).

Beim Erwachsenen ist die Angiogenese ein physiologischer Prozess, der auf die weibli-
chen Reproduktionsorgane beschrankt ist (Reynolds et al., 1992). Ansonsten ist die Bil-
dung neuer BlutgeféalRe charakteristischerweise mit pathologischen Vorgangen wie z.B.
Tumorwachstum (Folkman, 1985), Retinopathien (Adamis et al.,, 1994), rheumatoider
Arthritis (Peacock et al., 1992) und Entziindung (Jones et al., 1999) assoziiert. Auch bei
der Wundheilung und Geweberegenaration (Dvorak, 1986) spielt die Angiogenese eine

Schlisselrolle.

Derzeit werden verschiedene Anséatze untersucht, um das Einwachsen neuer BlutgefalRe
in groRere Gewebekonstrukte zu beschleunigen und zu verbessern. Hierzu z&ahlt die Mo-
difikation der Materialarchitektur und der chemischen Zusammensetzung von syntheti-
schen Scaffolds (Sung et al., 2004; Ricker et al., 2006). Zudem wird versucht, das Ein-
wachsen und Reifen neuer Blutgefaf3e in Gewebekonstrukten durch die Bioaktivierung
von Scaffolds zu stimulieren. Zu diesem Zweck konnen Wachstumsfaktoren mit
Polymerpartikeln vermischt werden, bevor das Polymer in die endgultige pordse
Scaffoldform gebracht wird. Alternativ kann die Oberflache der Scaffolds durch Beschich-
tung mit Substraten, welche Wachstumsfaktoren enthalten, modifiziert werden (Schmid-
maier et al., 2001). Weiterhin besteht die Option, Proteine in Mikrosphéren einzukapseln,
die dann in die Scaffoldporen eingebracht werden (Perets et al., 2003; Ennett, 2006;
Nillesen et al., 2007).
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Eine weitere Mdglichkeit ist es, ein Substrat in die Scaffoldporen zu inkorporieren, wel-
ches eine Kombination aus verschiedenen Wachstumsfaktoren und Elementen der extra-
zellularen Matrix enthalt. Bei diesem Ansatz kdnnen beide Bestandteile synergistisch wir-
ken, um die jeweiligen Schritte der Angiogenese optimal zu unterstutzen (Rophael et al.,
2007). Ein solches Substrat ist Matrigel (Laschke et al.,, 2007b). Matrigel wird aus
Englebreth-Holm-Swarm-Tumoren gewonnen. Bei diesem Tumor handelt es sich um ei-
nen mesenchymalen Tumor der Maus, der besonders reich an Molekilen der extrazellula-
ren Matrix ist. Matrigel ist ein l6sliches und steriles Extrakt aus Proteinen der Basalmemb-
ran dieses Tumors. Die aufbereitete Losung ist in gekihltem Zustand flissig und formt bei
37°C ein stabiles Gel. Seit Entdeckung in den 80er Jahren wurde Matrigel bei einer Viel-
zahl von Studien eingesetzt (Kleinman et al., 2005; Nicosia et al., 1995). In vitro unter-
stitzt es die Zellmorphogenese und -differenzierung und wird benutzt, um die Invasivitat
von Tumorzellen zu analysieren. In vivo wird es unter anderem in Angiogenese-Assays
und zur Verbesserung des Uberlebens von Transplantaten benutzt. Neben den Proteinen
der extrazellularen Matrix, die alleine schon Angiogenese induzieren kdnnen (Krishnan et
al., 2007) enthalt Matrigel eine Kombination von verschiedenen pro-angiogenen Wachs-
tumsfaktoren. Hierzu z&hlen Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF), Platelet-Derived
Growth Factor (PDGF) und Transforming Growth Factor- (TGF-B). Matrigel steht in zwei
verschiedenen Varianten zur Verfigung, welche sich in der Konzentration der enthaltenen
Wachstumsfaktoren unterscheiden. Im ersten Teil der vorliegenden Arbeit sollte unter-
sucht werden, ob die Inkorporation dieser beiden Matrigeltypen in die Poren von PLGA-
Scaffolds die Angiogenese und damit die Vaskularisierung von Gewebekonstrukten be-

schleunigen kann.

Die Inkorporation einer pro-angiogenen extrazelluldren Matrix in Scaffolds stellt lediglich
einen Ansatz dar, um die Angiogenese in dem die Scaffolds umgebenden Empfangerge-
webe zu stimulieren. Dartber hinaus koénnen Scaffolds mit Stammzellen oder
endothelialen Progenitorzellen besiedelt werden, um von deren Eigenschaft zu profitieren,
direkt neue GefalRe auszubilden (Shepherd et al., 2006; Lees et al., 2007; Smiler et al.,
2007). Trotz all dieser Ansatze ist es bisher jedoch nicht gelungen, eine ausreichend
schnelle Vaskularisierung von Scaffolds zu induzieren, um eine adaquate zellulare Sauer-
stoffversorgung wéahrend der ersten Tage nach Implantation zu gewahrleisten.

Eine mogliche alternative Strategie konnte es sein, ein intrinsisches mikrovaskulares
Netzwerks innerhalb eines Scaffolds in vitro oder in situ zu generieren (Tremblay et al.,
2005).
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Abbildung 1: Schematische Darstellung der Inoskulation eines pravaskularisierten Scaffolds, das auf die
guergestreifte Muskulatur einer Rickenhautkammerpraparation implantiert wird. A: Das Scaffold ist
pravaskularisiert (blau: GefaRRe innerhalb des Scaffolds). B: Das Scaffold wird auf die quergestreifte Muskula-
tur gelegt (rot: GefalRe der quergestreiften Muskulatur des Empfangertieres). C: Die GeféaRe des Empfanger-
tieres und die praformierten GefélRe innerhalb des Scaffolds wachsen aufeinander zu. D: Nach Zusammen-
wachsen der GeféRe erhalten die praformierten Gefa3e innerhalb des Scaffolds Anschluss an die Mikrozirku-
lation des Empfangergewebes.

In diesem Falle konnte das praformierte mikrovaskulare Netzwerk nach Implantation des
Scaffolds inoskulieren. Dies bedeutet, dass sich Querverbindungen zwischen den préfor-
mierten BlutgefaRen und den BlutgefalRen des Empfangergewebes ausbilden, was zu
einer sehr schnellen Perfusion des gesamten Gewebekonstrukts fihren wirde (Shepherd
et al., 2004) (Abbildung 1). Im zweiten Teil dieser Arbeit sollte diese Hypothese gepruft
werden. Hierzu wurde zunéachst in situ ein voll funktionsfahiges mikrovaskulares Netzwerk
in PLGA-Scaffolds durch Implantation in die Flanke von Mausen generiert. AnschlieRend
wurden diese pravaskularisierten Scaffolds vorsichtig exzidiert und in die Ruckenhaut-
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kammer von Empfangerméusen implantiert, um Inoskulation, Angiogenese und
Vaskularisierung innerhalb der Konstrukte mit Hilfe der Technik der intravitalen Fluores-

zenzmikroskopie zu analysieren.
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4. ZIEL DER STUDIE

In der vorliegenden tierexperimentellen Studie wurden in vivo verschiedene Strategien
untersucht, die zu einer verbesserten Vaskularisierung implantierter PLGA-Scaffolds fir

das Tissue Engineering fuhren kdnnen.

Im ersten Teil der Arbeit wurde zun&chst in vitro das angiogene Potential zweier
Matrigeltypen (Wachstumsfaktor-reduziertes Matrigel (GFRM) und Wachstumsfaktor-
enthaltendes Matrigel (GFCM)) mit Hilfe eines Aortic Ring Assays untersucht. Anschlie-
Rend wurden die Matrigele in poroése PLGA-Scaffolds inkorporiert, welche dann in die
Ruckenhautkammer von Empfangertieren implantiert wurden. Dort wurde die
Vaskularisierung und Gewebevertraglichkeit der Konstrukte im Vergleich zu leeren Kont-
roll-Scaffolds analysiert.

Im zweiten Teil der Studie wurde untersucht, ob die Blutversorgung implantierter Scaffolds
durch Inoskulation eines in situ praformierten, mikrovaskularen Netzwerkes innerhalb der
Scaffolds mit den BlutgefaRen des Empfangergewebes beschleunigt werden kann. Zu
diesem Zweck wurden PLGA-Scaffolds fiir 20 Tage in die Flanke von Balb/c oder GFP-
transgenen Mausen implantiert, um so in situ die Ausbhildung eines neuen, mikrovaskula-
ren Netzwerkes innerhalb der Scaffolds zu erreichen. AnschlieBend wurden die
pravaskularisierten Scaffolds exzidiert und in die Riickenhautkammer von syngenen Emp-
fangermausen implantiert, um dort mit Hilfe der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie deren
Inoskulation und Vaskularisierung zu untersuchen. Leere PLGA-Scaffolds ohne préfor-

mierte Blutgefal3e dienten als Kontrolle.

Bei den Untersuchungen wurde auf folgende Fragestellungen naher eingegangen:

1. Kann durch die Inkorporation von Matrigel in die Poren von PLGA-Scaffolds eine
verbesserte Vaskularisierung erreicht werden?
Ist die Kombination aus PLGA und Matrigel biokompatibel?

3. Ist der Unterschied der Wachstumsfaktorkonzentrationen der verschiedenen
Matrigeltypen (GFRM und GFCM) fir die Vaskularisierung implantierter Scaffolds

relevant?

13
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Bilden sich nach Implantation eines préavaskularisierten Scaffolds in die Ricken-
hautkammer Querverbindungen zwischen den praformierten Gefalen des Implan-
tats und den GefalRen des Empfangergewebes aus und beschleunigt dies die
Vaskularisierung des Scaffolds?

Behalt das Endothel des praformierten Mikrogefalinetzwerkes seine Funktion und
Integritat bei oder dient es lediglich als Leitstruktur fir einwachsende Gefal3e aus
dem Empféangergewebe?

Koénnen die praformierten Geféal3e selbst durch angiogenes Aussprossen Ursprung
neuer Gefafde sein und dadurch die Kapillardichte im Zentrum der Gewebekonstukte

zusatzlich steigern?
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5. MATERIAL UND METHODIK

5.1. Versuchstiere

Fur die Untersuchungen wurden Balb/c-M&use bzw. C57BL/6-Mause (Charles River,
Sulzfeld, Deutschland) sowie GFP-transgene Tiere (C57BL/6-TgN(ACTbEGFP)-c10sb;
The Jackson Laboratory, Maine, USA) verwendet. Samtliche Tiere hatten ein Alter von
12-16 Wochen und wogen 22-25 g. Wahrend der Versuche wurden die Tiere in einem
klimatisierten Raum bei 12-stiindigem Tag-/Nachtrhythmus unter Bereitstellung von Stan-
dardlaborfutter (Altromin, Lage, Deutschland) und Wasser ad libitum in Einzelkafigen ge-
halten.

Fur die Durchfihrung der Aortic Ring Assays dienten 200 g schwere Sprague-Dawley-
Ratten (Charles River) als Spendertiere.

Die Versuche wurden nach Genehmigung durch das Landesamt fur Soziales, Gesundheit
und Verbraucherschutz in Ubereinstimmung mit dem nationalen Tierschutzgesetz durch-

gefluhrt.

5.2. Tierexperimentelles Modell

5.2.1. Mikrozirkulationsmodell Rickenhautkammer

Als tierexperimentelles Modell zur Untersuchung der Vaskularisierung implantierter PLGA-
Scaffolds diente das Modell der Riickenhautkammer der Maus (Abbildung 2). Dieses Mo-
dell stellt ein etabliertes Modell fiir in vivo Mikrozirkulationsstudien dar.

Urspriunglich entwickelte Sandison (1928) als erster ein Modell, welches es erlaubte, mit-
tels einer transparenten Beobachtungskammer und intravitaler Mikroskopie die Mikrozir-
kulation am Kaninchenohr zu analysieren. Dieses Modell wurde fortlaufend weiterentwi-
ckelt. Basierend auf der Arbeit von Algire (1943) und Papenfuss et al. (1979) etablierten
Endrich et al. (1980) das Modell der Riickenhautkammer am Syrischen Goldhamster. In-
zwischen wurde die Originalkammer miniaturisiert, so dass sie auch bei Mausen implan-
tiert werden kann (Lehr et al., 1993; Leunig et al., 1992).

Nach Pré&paration einer Rickenhautkammer in der Dorsalfalte des Versuchstieres dient

die quergestreifte Muskulatur in Form des Musculus panniculus carnosus als Empféanger-
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gewebe fir die Implantation von Gewebetransplantaten oder Biomaterialien. Durch intra-
venbse Gabe verschiedener Fluoreszenzfarbstoffe kann dabei mittels Auflicht-
Fluoreszenz-Mikroskopie sowohl die gesamte Mikrozirkulation der freipraparierten RU-
ckenhautmuskulatur als auch die Ausbildung neuer BlutgefaRe untersucht werden. Durch
die Mdglichkeit der repetitiven Untersuchung bietet dieses Modell gegeniiber anderen
Mikrozirkulationsmodellen den Vorteil, dass die Ausbildung neuer Blutgefal3e schrittweise
Uber einen Zeitraum von 2-3 Wochen verfolgt und unter anschlieBender Nutzung eines

Bildverarbeitungssystems quantifiziert werden kann.

Abbildung 2: A: Balb/c Maus (Gewicht: 22 g; Alter: 12 Wochen) nach Implantation einer Riickenhautkammer.
B: Im Beobachtungsfenster sind die BlutgefaRe der Haut und des quergestreiften Hautmuskels zu erkennen,
auf den ein PLGA-Scaffold implantiert wurde. Maf3stab: A = 1,25 cm; B = 1,3 mm.

5.2.2. Praparation der Ruckenhautkammer

Zur Praparation der Rickenhautkammer wurde das Versuchstier durch intraperitoneale
Injektion von Ketaminhydrochlorid (75 mg/kg; Ketavet, Pharmacia GmbH, Erlangen,
Deutschland) sowie Xylazinhydochlorid (25 mg/kg; Rompun 2%, Bayer, Leverkusen,
Deutschland) narkotisiert. Im Anschluss erfolgte die Entfernung des Fells durch Elektrora-
sur (Elektra Il GH 204; Aesculap, Tuttlingen, Deutschland) und anschlieBende chemische
Depilation (Plica med Creme; Asid Bonz, Bdblingen, Deutschland). Nach Reinigung der
enthaarten Ruckenhaut mit warmen Wasser und Desinfektion mit 70%-igem Alkohol
konnte mit der eigentlichen Préparation begonnen werden.

Zunachst wurde die elastische Rickenhautfalte des in Bauchlage liegenden Tieres ange-
hoben und entlang ihrer Mittellinie mit zwei Haltefaden aufgespannt. Dann wurde die
Ruckseite der aus zwei symmetrischen Titan-Rahmen zusammengesetzten Rickenhaut-

kammer (Abbildung 3) unter Gegenlichtkontrolle an ihrem Oberrand mit zwei Haltefaden
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befestigt. AnschlieRend wurden mittels eines Skalpells zwei kleine Inzisionen im basalen
Bereich der Rickenhautfalte als Durchtrittstelle fir die beiden unteren Schrauben des
Kammerrahmens geschaffen. Hierbei wurde darauf geachtet, die beiden Hauptgefaf3-
stamme der Ruckenhaut nicht zu verletzen. Nach Befestigung der Rickseite der Kammer
wurde unter Gegenlichtkontrolle eine runde Markierung im Bereich des spateren Beo-
bachtungsfensters mit einem Durchmesser von ca. 15 mm auf die Haut gezeichnet (Skin-
Marker; Ratio-Med, Lilienthal, Deutschland). Beim nachsten Schritt wurden die Haltefaden
entfernt und das Versuchstier in Seitenlage auf dem Operationstisch so positioniert, dass
die aufgespannte Hautfalte nach oben und die Kammerriickseite nach unten zeigten. Der
rickseitige Rahmen wurde mit zwei auf die Verbindungsschrauben aufgesetzten Klem-

men fixiert.

Abbildung 3: Fotografie einer fertig montierten Rickenhautkammer fiir die Maus, die aus zwei symmetrisch
konstruierten Titanrahmen zusammengesetzt ist (Gewicht: 2,2g); A: Bohrung fur Fixationsfaden; B: Material-
aussparung zur Gewichtsreduktion; C: Beobachtungsfenster mit Deckglas; D: Sprengring zur Fixation des
Deckglases; E: Bohrung mit Verbindungsschrauben. Maf3stab: 0,6 cm.

Mit  mikrochirurgischen Instrumenten und unter Zuhilfenahme eines Stereo-
Operationsmikroskops (Wild M650; Leitz, Heerbrugg, Schweiz) konnten so im vormarkier-
ten Bereich des spéateren Sichtfensters die obenliegende Cutis, inklusive Subcutis mit
guergestreiftem Hautmuskel sowie die beiden Schichten des Retraktormuskels samt
subcutanem Fettgewebe entfernt werden (Abbildung 4). Die ausgeschnittene zirkuléare
Flache von 15 mm Durchmesser war grol3er als die eigentliche Flache des spateren Beo-
bachtungsfensters (Durchmesser: 10 mm). Hierdurch wurde eine Schadigung der Mikro-

zirkulation durch Gewebekompression nach Anbringen des Kammervorderrahmens ver-
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hindert. Nach Spilung der aus gegenuberliegendem quergestreiften Hautmuskel,
Subcutis und Cutis bestehenden verbleibenden Schichten mit Elektrolytldsung wurde der
Vorderrahmen auf den Verbindungsschrauben positioniert und mittels Stahlmuttern befes-
tigt. Als Abstandshalter zwischen den beiden Titan-Rahmen dienten ebenfalls rostfreie
Stahlmuttern, welche vor dem Montieren des Vorderrahmens auf die Verbindungsschrau-
ben gedreht wurden. Durch diese Mal3nahme wurde ein Rahmenabstand von 400-500 pm
gewabhrleistet. Anschlie3end konnte das Deckglas des Beobachtungsfensters durch Ad-
hasion auf den freipraparierten Hautmuskel aufgebracht werden. Die Sicherung des
Deckglases erfolgte durch einen Sprengring im Rahmen der Kammervorderseite. Das
erneute Entfernen des Sprengringes und Anheben des Deckglases erméglichte so wah-
rend der gesamten Versuchsdauer freien Zugang zum Beobachtungsfeld. Abschliel3end
erfolgte die Fixierung des Oberrandes des vorderen Titanrahmens durch einen 5.0 Sei-
denfaden an der aufgestellten Hautfalte. Nach der Implantation der Kammer konnten sich
die Tiere fur 48 Stunden von der Narkose und dem chirurgischen Trauma erholen, bevor

der Versuch fortgesetzt wurde.

Kammerrahmen
Cutis

Subcutis

Hautmu

Subcutanes Fettgewebe

Musculus retracter

_____ Sprengring
H

Musculus retractor Deckglas

Subcutanes Fetigewet

Subcutis

Cutis

Abbildung 4: Schematischer Querschnitt einer Riickenhautkammer nach Praparation.
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5.2.3. Herstellung von PLGA-Scaffolds

Die in dieser Arbeit verwendeten PLGA-Scaffolds wurden in Zusammenarbeit mit dem
Freiburger Materialforschungszentrum hergestellt. Die Produktion erfolgte unter Verwen-
dung eines 3D-Bioplotters (Abbildung 5) nach den von Carvalho et al. (2005) beschriebe-
nen Methoden. Hierzu wurde PLGA-Granulat (Resomer 824; Boehringer Ingelheim, Ingel-
heim, Deutschland) mit einem molaren Anteil von Lactid zu Glycolsédure von 80:20 ver-
wendet. Das Rohmaterial wurde bei 180°C in einer Glasspritze in dem erhitzbaren Materi-
alspender des 3D-Bioplotters geschmolzen. Die Spitze des Dispensers bewegte sich zur
Herstellung der Scaffolds in allen drei Raumrichtungen (x/y-Geschwindigkeit: 300

mm/min, z-Geschwindigkeit: 200 mm/min).

Abbildung 5: A: Ubersichtsaufnahme des 3D-Bioplotters zur Herstellung von PLGA-Scaffolds (Materialfor-
schungszentrum Freiburg). B: Detailaufnahme des Materialdispensers beim Giel3en eines Scaffolds. Maf3-
stab: A=7cm; B=6 mm.

Die Gussrichtung jeder neuen Lage wurde um 90° gewechselt. Die Steuerung des 3D-
Bioplotters erfolgte durch die Software PRIMCAM (PRIMUS DATA, Einsiedeln, Schweiz).

Insgesamt bestanden die Scaffolds aus einem vierlagigen Gitternetzwerk. Nach dem Gie-
Ren erfolgte die Plasmasterilisation der Scaffolds. Vor Implantation in die Kammer wurde
das Material unter sterilen Bedingungen auf eine Grof3e von ca. 3 mm x 3 mm geschnit-

ten.

5.2.4. Matrigel und dessen Inkorporation in PLGA-Scaffolds

Mit dem Ziel, die Vaskularisierung implantierter Scaffolds zu verbessern und zu beschleu-
nigen, wurde in einem Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit die pro-angiogene
Extrazellularmatrix Matrigel in die Scaffoldporen inkorporiert (Abbildung 6).
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Die Substanz wird aus Englebreth-Holm-Swarm-Tumoren gewonnen. Bei dem Tumor
handelt es sich um einen mesenchymalen Tumor der Maus, welcher reich an Molekilen
der extrazellularen Matrix sowie Wachstumsfaktoren ist. Matrigel ist ein steriles und l6sli-
ches Extrakt, das aus der Basalmenbran dieses Tumors gewonnen wird und in gekuhltem
Zustand flussig ist. Bei 37°C formt es ein stabiles Gel.

Fur die Inkorporationsversuche sowie den Aortic Ring Assay wurden zwei verschiedene
Typen von Matrigel mit unterschiedlichen Wachstumfaktorkonzentrationen verwendet
(GFRM und GFCM; Matrigel™ Matrix; BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland).

Die zwei Matrigeltypen unterscheiden sich gemdaR Herstellerangaben zwar nur
geringgradig in der Zusammensetzung der Extrazellular-matrix, jedoch deutlich in der

Konzentration der unterschiedlichen Wachstumsfaktoren (Tabelle 1).

Zusammensetzung der Extrazellularmatrix und durchschnittlicher Gehalt an Wachstums-

faktoren der beiden Matrigeltypen nach Herstellerangaben

GFRM GFCM
Komponenten der extrazellularen Matrix (%):
Laminin 61 56
Kollagen IV 30 31
Entaktin 7 8
Konzentration von Wachstumsfaktoren:
VEGF (ng/ml) 1,25 6
PGDF (pg/ml) <5 12
EGF (ng/ml) 5 16
IGF-1 (ng/ml) 5 16
TGF-B (ng/ml) 1,7 2,3
NGF (ng/ml) <0,2 n.m.
bFGF n.b. n.m.

Tabelle 1: VEGF = Vascular Endothelial Growth Factor; PDGF = Platelet-Derived Growth Factor; EGF = Epi-
dermal Growth Factor; IGF-1 = Insulin-Like Growth Factor 1; TGF-3 = Transforming Growth Factor; NGF =
Nerve Growth Factor; bFGF = Basic Fibroblast Growth Factor; n.m. = nicht messbar, n.b. = nicht bestimmt.

Unter sterilen Bedingungen wurden die zugeschnittenen PLGA-Scaffolds (ca. 3 mm x 3
mm x 1 mm) in flussiges Matrigel eingebettet. Zu diesem Zweck wurden je 180 pl 10°C
kaltes flissiges GFRM oder GRCM pro Scaffold in die vorgestanzten Umrandungen eines

auf Eis liegenden Deckels einer 48-Loch-Gewebekulturplatte pipettiert.
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Abbildung 6: Inkorporation von Matrigel in ein PLGA-Scaffold und anschlieRende Implantation in die Ru-
ckenhautkammer. A: Zugeschnittenes PLGA-Scaffold. B: Mit Matrigel beladenes Scaffold. C: Implantation
eines mit Matrigel beladenen Scaffolds in die gedffnete Riickenhautkammer. D: Implantiertes Scaffold in ge-
schlossener Rickenhautkammer. Maf3stab: A, B = 625 ym; C, D = 1,25 mm.

AnschlielRend wurde je ein Scaffold vorsichtig in das fliissige Matrigel eingebettet, so dass
die Flussigkeit in alle Poren des Scaffolds gelangen konnte. Nach diesem Schritt wurde
der vorher auf Eis liegende Deckel der Gewebekulturplatte fir 30 min bei 37°C und 5%
CO; inkubiert, damit das Matrigel polymerisieren konnte. Anschlielend wurden die
Scaffolds mit einem Skalpell aus dem polymerisierten Gel herausgeschnitten. Die leeren
Scaffolds wogen ca. 4,3 mg. Die Saffolds mit dem inkorporierten Matrigel hatten ein Ge-
wicht von ca. 8,6 mg. Unmittelbar nach Herstellung der Matrigel-beladenen Scaffolds
wurden diese in die Rickenhautkammer implantiert (Abbildung 6).

5.2.5. Pravaskularisierung von PLGA-Scaffolds

Um im zweiten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit in situ ein praformiertes mikro-
vaskulares Netzwerk innerhalb der PLGA-Scaffolds vor deren Implantation in die Ricken-
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hautkammer zu generieren, wurden die Scaffolds in die Flanke von isogenen Spendertie-
ren implantiert (Abbildung 7). Zu diesem Zweck wurden die Mause durch intraperitoneale
Injektion von Ketaminhydrochlorid (75 mg/kg; Ketavet) sowie Xylazinhydochlorid (25
mg/kg; Rompun 2%) anasthesiert. Pro Tier wurden vier Scaffolds in subcutane Taschen
der rechten und linken Flanke eingesetzt. Hierzu erfolgte die Entfernung des Fells durch
Elektrorasur (Elektra Il GH 204). Nach Hautdesinfektion mit 70%-igem Alkohol wurde die
Haut auf einer Strecke von ca. 0,5 cm inzidiert. In der bindegewebigen Verschiebeschicht
zwischen dem Musculus panniculus carnosus und der autochthonen Rickenmuskulatur
wurde stumpf durch Aufspreizen mit einer Mikroschere eine Tasche geschaffen, in welche
jeweils ein Scaffold implantiert wurde. AnschlieRend erfolgte der Wundverschluss mittels
5.0 Ethilon-Hautnaht (Ethicon, Norderstedt, Deutschland). Die Wunden der Tiere wurden
taglich inspiziert. Nach 20 Tagen wurden die pravaskularisierten Scaffolds vorsichtig aus
der Flanke der Tiere herausprapariert und anschlieend in die Rickenhautkammer der

Empfangertiere implantiert.

Abbildung 7: A: Intravitale Fluoreszenzmikroskopie eines préavaskularisierten PLGA-Scaffolds (Grenzen mit
gestrichelter Linie markiert) 20 Tage nach Implantation in die Flanke eines Spendertieres. Nach vorsichtiger
Freipraparation des Scaffolds erfolgte in situ die Mikroskopie nach vorheriger Farbung des Blutplasmas mit
FITC-Dextran in Blaulicht-Epi-lllumination. Die Anfarbung in situ diente zur besseren Darstellung der Blutge-
fale innerhalb des Scaffolds nach Transfer in die Riuckenhautkammer. B: Pravaskularisiertes Scaffold nach
Implantation in die Riickenhautkammer. Maf3stab: A = 500 pum; B =1400 pm.

5.2.6. Implantation von Scaffolds in die Rickenhautkammer

Die Implantation der Scaffolds in die Rickenhautkammer erfolgte 48 Stunden nach der
Kammerpraparation. Diese Ruhephase diente dazu, dass sich das Kammergewebe vom
chirurgischen Trauma erholen konnte. Das Versuchstier wurde durch intraperitoneale In-

jektion von Ketaminhydrochlorid (75 mg/kg; Ketavet) sowie Xylazinhydochlorid (25 mg/kg,
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Rompun 2%) narkotisiert und anschlieend auf einer speziell angefertigten Plexi-
glasbuhne in Seitlage fixiert. Die Kammer wurde unter Zuhilfenahme eines Stereo-
Operationsmikroskops (Wild M650) durch Entfernung des Sprengringes und des Deckgla-
ses geoffnet. Anschliel3end wurde ein PLGA-Scaffold vorsichtig unter Vermeidung von
Kontamination oder mechanischer Irritation auf das quergestreifte Muskelgewebe im Zent-
rum der Kammer platziert. Um eine luftblasenfreie Adhasion des Kammergewebes an das
Deckglas zu sichern, wurden einige Tropfen 0,9%ige NaCl-Losung in die Kammer
pipettiert, bevor der Verschluss mit einem neuen Deckglas und die Sicherung durch einen
Sprengring erfolgte. AnschlieRend wurde die erste intravitalmikroskopische Untersuchung

durchgefinhrt.

5.3. Intravitale Fluoreszenzmikroskopie

Die Vaskularisierung und Biokompatibilitat der implantierten Scaffolds wurde mit Hilfe der
intravitalen Fluoreszenzmikroskopie untersucht (Abbildung 8). Diese Technik eignet sich
besonders gut zur Analyse dynamischer Ablaufe, wie beispielsweise der Angiogenese
oder der Inoskulation praformierter Blutgefal3e, da die Mdoglichkeit der direkten repetitiven
Visualisierung der Mikrozirkulation innerhalb der Ruckenhautkammer mit anschlielBender
quantitativer Auswertung mikrozirkulatorischer Parameter besteht.

Vor jeder intravitalmikroskopischen Untersuchung wurden den Versuchstieren die Fluo-
reszenzfarbstoffe 5% FITC-Dextran (0,1 ml; MG 150 000 Da; Sigma, Deisenhofen,
Deutschland) zur Kontrastverstarkung durch die Anfarbung des Blutplasmas und 0,1%
Rhodamin-6G (0,1ml; MG 479 Da; Sigma) zur Markierung der Leukozyten intravends ap-
pliziert. Hierzu wurden die beiden Fluorenszenzfarbstoffe nach vorheriger Mischung im
Verhaltnis von 1:1 den Tieren in Kurznarkose retrobulbar injiziert.

Zur Durchfiihrung der Mikroskopie wurden die Versuchstiere auf einer Plexiglassbiihne in
Seitenlage immobilisiert, so dass die Rickenhautkammer in horizontaler Lage auf dem
Mikroskopiertisch positioniert werden konnte. Die intravitale Fluorenzenzmikroskopie wur-
de mittels eines modifizierten Leitz-Orthoplan-Mikroskops (Leitz GmbH, Wetzlar, Deutsch-
land) mit Auflicht- und Durchlichteinrichtung durchgefihrt. Fir die Auflicht-Technik wurde
eine 100W Quecksilberlampe (HBO, Leitz) als Lichtquelle an ein Ploemopak-llluminator
System adaptiert. Zwei zwischengeschaltete Filterblocke erméglichten dabei eine Anre-
gung mit Licht der Wellenlange 450-490 nm und 530-560 nm. Die intravitalmikros-

kopischen Bilder wurden unter Verwendung eines FSA-Tubus-GW sowie eines Vario-
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Zooms (Leitz) mit Hilfe einer CCD (charge coupled device)-Videokamera (CF 8/1 FMC,;
Kappa Messtechnik GmbH, Gleichen-Rheinhausen, Deutschland) mit einer Geschwindig-
keit von 50 Halbbildern pro Sekunde aufgenommen. Unter Zwischenschaltung eines
Videotimers (VTG 33; FOR-A Company Ltd., Tokio, Japan) zur Dokumentation der Ver-
suchstiernummer und des Untersuchungszeitpunktes nach Implantation der Scaffolds
wurden die Bilder auf ein DVD System (DVD-R121; Samsung Electronics GmbH,
Schwalbach, Deutschland) Ubertragen. Die Wiedergabe erfolgte auf einem 14“ Videomo-
nitor (PVM 1444; Sony, Tokio, Japan). Firr Ubersichtsaufnahmen wurden ein 1,25x Objek-
tiv (Plan Apo; Numerische Apertur (n.a.): 0,04; Olympus, Graz, Osterreich) und ein 4x
Objektiv (n.a.: 0,16; Olympus) mit langem Arbeitsabstand verwendet. Fir Detailaufnah-
men diente ein 10x (n.a.: 0,30; Zeiss) bzw. ein 20x Objektiv (n.a.: 0,32; Zeiss) mit langem
Arbeitsabstand. Mittels dieser optischen Systeme konnten VergréRerungen von x27, x54,
x86, X216 bzw. x432 unter Verwendung eines Vario-Zooms auf dem Monitor erzielt wer-

den.

Abbildung 8: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen einer Venole. A: Anfarbung des Blutplasmas mit FITC-
Dextran in Blaulicht-Epi-lllumination. B: Die gleiche Venole nach Anfarbung der Leukozyten (Pfeile) mit Rho-
damin-6G in Grinlicht-Epi-lllumination. Maf3stab: 50 pm.

5.3.1. Mikrozirkulatorische Parameter

Die intravitale Fluoreszenzmikroskopie ermdglichte die repetitive Beobachtung der Mikro-
zirkulation innerhalb der Rickenhautkammer dber einen Zeitraum von zwei Wochen.
Samtliche mikroskopischen Bilder wurden auf DVD aufgezeichnet. Off-line erfolgte an-
schlieend die Analyse der Bilder mit Hilfe der Computer-assistierten Bildverarbeitungs-

software Caplmage.
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Dabei wurden folgende Parameter erfasst:
e GefalRdurchmesser (5.3.1.1.)
e Blutzellgeschwindigkeit (5.3.1.2.)
e Scherrate (5.3.1.3.)
e Blutvolumenfluss (5.3.1.4.)
o GefaRpermeabilitat (5.3.1.5.)
o FlieRverhalten der Leukozyten (5.3.1.6.)
e Angiogenese-positive und perfundierte ,Regions Of Interest” (ROIs) (5.3.1.7.)
e Funktionelle Kapillardichte (FKD) (5.3.1.8.)
e Reperfundierte BlutgefaRe (5.3.1.9.)
e Hamorrhagien innerhalb der Scaffolds (5.3.1.10)

Unter Verwendung des 10x Objektives wurden im ersten Teil der vorliegenden Arbeit die
Angiogenese-positiven ROIs am Rand und im Zentrum der Scaffolds bestimmt. Im zwei-
ten Studienabschnitt konnten mit diesem Objektiv die perfundierten ROIs und deren FKD
sowie die Anzahl der reperfundierten Gefal3e innerhalb der pravaskularisierten Scaffolds
und deren mikrozirkulatorische Parameter (Blutvolumenflu und Durchmesser) erfasst
werden.

Mit dem 20x Objektiv wurden mikrohdmodynamische Parameter in postkapillaren
Sammelvenolen am Rand der Scaffolds gemessen (GefalRdurchmesser, Blutzellge-

schwindigkeit, Gefal3permeabilitat).

5.3.1.1. Gefalldurchmesser
Zur Quantifizierung der EinzelgefalRdurchmesser wurden jeweils zwei Randpunkte der zu
messenden Venole oder Kapillare durch eine senkrecht zum GefaRverlauf liegende

Durchmesserstrecke im Standbildmodus verbunden und deren Lange in um bestimmt.

5.3.1.2. Blutzellgeschwindigkeit

Die Messung der Blutzellgeschwindigkeit wurde in den Gefal3en durchgefiihrt, an denen
zuvor bereits die Bestimmung des Gefal3durchmessers erfolgte. Die Blutzellgeschwindig-
keit wurde mit Hilfe der Computer-assistierten Line-Shift-Diagramm-Methode anhand der
Bewegungsgeschwindigkeit der roten Blutkérperchen bestimmt (Klyscz, 1997). Nach Po-
sitionierung einer zentral im GefaRRlumen entlang der Flussrichtung ausgerichteten Mess-
linie wurde die DVD fir ca. 10 Sekunden in Echtzeit abgespielt. Wahrenddessen wurde

fortlaufend fir jedes Halbbild entlang der Messlinie das Grauwertprofil erstellt und in ei-
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nem Bildspeicher aufgezeichnet. Aus den aneinandergereihten Grauwertprofilen erzeugte
die Software ein Line-Shift-Diagramm, in dem helle bzw. dunkle schrage Linien zu erken-
nen waren, wenn sich wahrend der Messung Plasmaliicken bzw. Erythrozyten entlang der
Messlinie bewegt hatten. Aus der Steigung dieser Linie konnte anschlieRend die Blutzell-
geschwindigkeit in um/s errechnet werden.

5.3.1.3. Scherrate
Um die Wandscherkréafte zu vergleichen, welche auf die adharenten Leukozyten in den
einzelnen Gefallen wirkten, wurde die Scherrate (y) berechnet. Grundlage hierfir ist die

Newton’sche Definition:

y=8xv/d[s

wobei v fir die Blutzellgeschwindigkeit und d fir den Gefal3durchmesser steht.

5.3.1.4. Blutvolumenfluss

Um den Blutvolumenfluss in den Mikrogefa3en bestimmen zu kdnnen, musste bertck-
sichtigt werden, dass diese kleinen GeféRe im Gegensatz zu groRen GefalRen ein
paraboles Geschwindigkeitsprofil mit geringeren Geschwindigkeiten im Randbereich als
im Zentralstrom aufwiesen. Aus diesem Grund wurde zur Berechnung des Blutvolumen-
flusses ein Korrekturfaktor von 1,6 (Baker und Wayland, 1974) verwendet, um den Unter-
schied der Geschwindigkeit im Zentralstrom gegeniber der durchschnittlichen Flie3ge-
schwindigkeit auszugleichen. Daraus ergibt sich fiir die Berechnung des Blutvolumenflus-

ses Q folgende Formel:

Q = 1« (d/2)?+ v/1,6 [pl/s]

wobei die Variable d fir den Durchmesser des EinzelgeféaRes und v fur die gemessene

Blutzellgeschwindigkeit steht.

5.3.1.5. Gefal3permeabilitat
Die Messung der Gefal3permeabilitt erfolgte unter Zuhilfenahme der Methode der Densi-
tometrie (Pries, 1988). Mit Hilfe dieses Verfahrens wurden computergestutzt die Grauwer-
te des paravasalen Gewebes (E.) und des angefarbten Blutplasmas (E;) bestimmt und
zueinander in Relation gesetzt:

GefalRpermeabilitat = E./ E;
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Die unterschiedlichen Grauwertstufen intra- und extravasal ergaben sich dadurch, dass
den Versuchstieren vor der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie zur Kontrastverstarkung
intravends der Fluoreszenzfarbstoff FITC-Dextran (5%) injiziert wurde. Dieser hochmole-
kulare Plasmamarker (150 000 Da) tritt unter physiologischen Bedingungen nur sehr we-
nig aus den Gefalien in den extravasalen Raum ber. Unter pathologischen Bedingun-
gen, wie beispielsweise einer inflammatorischen Reaktion des Gewebes auf implantierte
Biomaterialien, erhoht sich jedoch die GefaRpermeabilitaét und der Plasmamarker kann
vermehrt auch extravasal nachgewiesen werden, wodurch sich der Quotient verandert.

Unter physiologischen Bedingungen ergibt sich so ein Wert, der etwa bei 0,3 liegt, wah-
rend er sich unter pathologischen Bedingungen zunehmend erhdht und sogar Werte Uber

1 erreichen kann.

5.3.1.6. FlieRverhalten der Leukozyten

Die Leukozyten wurden zur intravitalmikroskopischen Darstellung in vivo mit dem Fluo-
reszenzmarker Rhodamin-6G angefarbt. Hierdurch war die Analyse der Leukozyten-
Endothel-Interaktion in GefdRen des Randbereichs der implantierten PLGA-Scaffolds
maoglich. Die quantitative Beurteilung erfolgte in den gleichen postkapillaren
Sammelvenolen, an denen bereits die Messung der anderen mikrohdmodynamischen
Parameter erfolgte (s. 5.3.1.1. bis 5.3.1.5.). Leukozyten kénnen prinzipiell in frei flieRende,
rollende und adhéarente Zellen unterschieden werden. Rollende Leukozyten sind durch
eine herabgesetzte FlieRgeschwindigkeit gekennzeichnet, die durch Margination und
kurzzeitigen Endothelzellkontakt zustande kommt. Die Anzahl rollender Leukozyten wurde
als Zellen pro Minute angegeben. Adharente Leukozyten haften wahrend eines definierten
Beobachtungszeitraumes fest an der GefalRwand. In der vorliegenden Arbeit wurden Leu-
kozyten als adharent definiert, die sich fiir 20 Sekunden nicht von der Stelle bewegten.

Die Leukozytenadharenz wurde als Leukozyten pro Endotheloberflache angegeben.

5.3.1.7. Angiogenese-positive und perfundierte ROIs

Ein Parameter fur die Vaskularisierung der implantierten Scaffolds war die Anzahl
Angiogenese-positiver Beobachtungsfelder (regions of interest = ROIs). Hierzu wurden je
acht reprasentative ROls sowohl im Randbereich als auch im Zentrum der Scaffolds stan-
dardisiert an den jeweiligen Untersuchungszeitpunkten aufgenommen. Unterschieden
wurde zwischen Angiogenese-positiven und -negativen ROIs. Die ROIs wurden als positiv
definiert, wenn sie Zeichen der Angiogenese wie Kapillarknospen und -sprossen oder

neugebildete, bereits perfundierte Kapillaren aufwiesen. Aus den je acht peripheren und

27



Material und Methodik

zentralen ROIs konnte so der Prozentsatz der Angiogenese-positiven ROIs bestimmt
werden.

Analog zu den Angiogenese-positiven ROIs wurden bei den Versuchen mit den
pravaskularisierten Scaffolds die Beobachtungsfelder detektiert, in denen BlutgefalRe im
Randbereich und im Zentrum der Scaffolds eine Perfusion aufwiesen. Dabei wurde nicht
erfaldt, ob es sich um neugebildete Gefal3e handelte oder ob praformierte Gefalie nach
Implantation reperfundiert wurden, da beide Gefal3typen zur Sauerstoffversorgung der

Zellen beitragen konnten.

5.3.1.8. Funktionelle Kapillardichte

Um die funktionelle Kapillardichte der neugebildeten bzw. reperfundierten Gefalie zu be-
stimmen, wurde die Lange dieser GefaRRe pro Beobachtungsfeld in cm/cm? gemessen.
Hierbei wurden nur GeféalRe erfasst, welche bereits mit Blutplasma perfundiert waren.

5.3.1.9. Reperfundierte Blutgefalie

Um den Prozess der Inoskulation zu analysieren, wurden 6-8 praformierte Blutgefafe in
jedem pravaskularisierten Scaffold am Tag der Implantation in die Rickenhautkammer
randomisiert ausgewahlt. Wahrend der folgenden Untersuchungszeitpunkte wurde der
Anteil der Gefal3e bestimmt, der eine Reperfusion aufwies und als Prozentzahl aller ana-

lysierten Blutgefalle angegeben.

5.3.1.10. Hamorrhagien innerhalb der Scaffolds

Einblutungen innerhalb der implantierten Scaffolds wurden semiquantitativ erfasst und wie
folgt bewertet: 0 = keine Einblutungen innerhalb der Scaffolds; 1 = einzelne, kleine Ha-
morrhagien; 2 = mehrere, kleine Hamorrhagien; 3 = massive, konfluierende Hamorrha-

gien.

5.4. Aortic Ring Assay

Als Modell zur Untersuchung der pro-angiogenen Eigenschaften der beiden verwendeten
Matrigeltypen diente der Aortic Ring Assay. Bei diesem Assay handelt es sich um ein Or-
gan-Kultur-Modell zur Analyse der Angiogenese in vitro, das erstmals von Nicosia et al.
(1990) beschrieben wurde. Hierzu wird die isolierte Aorta der Ratte in Einzelringe ge-

schnitten, die anschlieBend in Matrigel eingebettet und kultiviert werden. Dabei wachsen
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Uber einen Zeitraum von 6-10 Tagen GefaR3sprossen aus den Ringen aus. Das Hinzufu-
gen von Testsubstanzen in das Kulturmedium erlaubt es, die pro- oder anti-angiogenen
Eigenschaften dieser Substanzen zu analysieren. Die Quantifizierung des Wachstums
gefalRahnlicher Strukturen erfolgt mittels Videoaufzeichnung der Phasen-Kontrast-
Mikroskopie und anschlieRender computergestitzter off-line Analyse.

Der Aortic Ring Assay hat sich in zahlreichen Studien als geeignetes Modell zur quantita-
tiven Analyse der Angiogenese erwiesen (Kojima et al., 2007; van der Schaft et al., 2002).
Neben dem Aortic Ring Assay der Ratte konnte das Modell inzwischen auch fur Untersu-
chungen an der Maus-Aorta etabliert werden (Masson et al., 2002).

Zur Durchfihrung des Aortic Ring Assays wurde die Aorta thoracica von mannlichen
Sprague-Dawley-Ratten enthommen, in ein Nahrmedium (Dulbecco’s Modified Eagle Me-
dium: DMEM; 10% fetales Kalberserum, 100 U/ml Penicillin, 0,1 mg/ml Streptomycin;
PAA, Cdlbe, Deutschland) transferiert und in 1 mm dicke Ringe geschnitten. Anschlie-
Bend wurden die Ringe in 200 pl flussiges, 4°C kaltes GFRM oder GFCM in einer 48-
Loch-Gewebekulturplatte eingebettet.

Nach Einbettung der Aortenringe in das flussige Matrigel wurde die Gewebekulturplatte
fur 30 Minuten bei 37°C und 5% CO, gelagert, damit das Matrigel polymerisieren konnte.
Danach wurden die Locher mit 800 ul DMEM bedeckt.

Die Ringe wurden bei 37°C und 5% CO, fir 6 Tage kultiviert. Ein Wechsel des Nahrmedi-
ums erfolgte alle 2 Tage. Die Ansétze wurden pro Matrigeltyp in dreifacher Ausfiihrung mit
einer Gesamtzahl von 3 Tieren durchgefihrt. Das Aussprossen der Gefal3e aus jedem
Ring wurde durch Phasen-Kontrast-Mikroskopie erfasst. Die Bilder wurden mittels einer
Videokamera (TEC-4770; SI GmbH, Gilching) aufgenommen und auf Videoband gespei-
chert. Die Auswertung erfolgte off-line mit Hilfe eines Computer-assistierten Bildverarbei-
tungssystems (Caplmage; Zeintl, Heidelberg, Deutschland).

Um das Flachenwachstum der neugebildeten Gefal3sprossen aus der AulRenwand der
Aortenringe beurteilen zu kénnen, wurde die Flache zwischen GefaRauenwand und aus-
serer Grenze der ausgewachsenen GefaRsprossen in mm? bestimmt.

Zur Beurteilung des Langenwachstums der Gefal3sprossen wurde derjenige Gefal3spross
pro Ring ausgewahlt, der von der AuRenwand der Aorta am weitesten in das Matrigel hin-
eingewachsen war und dessen Lange in um erfasst.

Um die Dichte (in cm/cm?) der GefaRsprossen zu bestimmen, wurde die gesamte Lénge
der GeféalRsprossen pro Beobachtungsfeld in cm gemessen und durch die Flache der aus-

gewachsenen Gefal3sprossen geteilt.

29



Material und Methodik

5.5. Histologie und Immunhistochemie

5.5.1. Inkorporation der Scaffolds

Fur die lichtmikroskopische Untersuchung der Scaffolds wurde am 14. Tag nach Implanta-
tion das Rickenhautkammergewebe samt Scaffold exzidiert. Das gewonnene Material
wurde in 4%-iger Formaldehydlésung bei 20°C fir 24 Stunden fixiert. Nach Einbettung in
Paraffin und der Anfertigung von Serienschnitten mit einer Schnittdicke von 5 um erfolgte
die Anfarbung mit Hamatoxylin-Eosin (HE) nach Standardprotokoll. Anhand der so herge-
stellten Praparate konnte die Inkorporation der Scaffolds in das Kammergewebe, das
Vorhandensein von Matrigel und das Einwachsen neuer Blutgefal3e in die Implantate
histomorphologisch untersucht werden.

5.5.2. Leukozyteninfiltration

Um die Biokompatibilitat der implantierten Materialien zu analysieren, erfolgte eine Far-
bung der Schnitte mit Chloracetat-Esterase (CAE) nach Standardprotokoll. Mittels der
CAE-Leukozyten-Farbung wurde die Infiltration der Entziindungszellen in das neugebilde-

te Granulationsgewebe um die Scaffoldstrange untersucht.

5.5.3. Reifegrad der Neogefalle

Zur Beurteilung des Reifegrades neugebildeter GefalRe erfolgte die immun-
histochemische Detektion von Perizyten durch Farbung von a-Smooth Muscle Actin (o-
SMA). Hierbei diente ein monoklonaler Maus-Antikérper gegen o-SMA als priméarer Anti-
korper (1:40; Sigma). Ein Ziege-anti-Maus-Antikorper (1:200; Amersham, Freiburg,
Deutschland) diente als Sekundarantikdrper. 3"3-Diaminobenzidin wurde als Chromogen
zum Nachweis der Antikorperreaktion verwendet. Die Schnitte wurden mit Hamalaun ge-

gengefarbt.

5.5.4. Apoptose

Zur immunhistochemischen Detektion apoptotischer Zellen innerhalb des Granulations-
gewebes der pravaskularisierten Scaffolds wurde eine cleaved Caspase-3-Farbung

durchgefuhrt. Aus kryokonservierten Proben wurden 5 um dicke Schnitte angefertigt, die
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mit einem polyklonalen cleaved Caspase-3-Antikdrper (Kaninchen) als Primarantikdrper
inkubiert wurden (1:200; MerckBiosciences, Schwalbach, Deutschland). Ein Ziege-anti-
Kaninchen-Antikdrper (1:100; Dianova, Hamburg, Deutschland) diente als Sekundéranti-
korper. Als Chromogen wurde 3'3-Diaminobenzidin benutzt. Nach Gegenfarbung mit
Hamalaun erfolgte die lichtmikroskopische Beurteilung (BX60; Olympus).

5.5.5. Nachweis GFP-positiver Zellen

Zur Beantwortung der Frage, ob die Zellen des Granulationsgewebes und die praformier-
ten MikrogefaRe innerhalb der pravaskularisierten Scaffolds Uber den Versuchszeitraum
Uberlebten, erfolgte die immunhistochemische Detektion GFP-positiver Zellen in den Im-
plantaten, die von den GFP-transgenen Spendertieren stammten. Hierzu wurden die
Schnitte zunachst mit einem polyklonalen Kaninchen-GFP-Antikérper (1:400; Adcam,
Cambridge, England) als Primarantikorper inkubiert. Ein Ziege-anti-Kaninchen-Antikdrper
(1:100; Dianova) wurde als Sekundarantikérper verwendet. 3"3-Diaminobenzidin diente
als Chromogen zum Nachweis der Antikdrperreaktion. Die Schnitte wurden mit Hamalaun
gegengefarbt.

5.6. Versuchsprotokoll

5.6.1. Versuchsgruppen

Die vorliegende Arbeit hatte das Ziel, neue Strategien zur Verbesserung der
Vaskularisierung implantierter PLGA-Scaffolds zu etablieren. Hierzu wurden zwei ver-
schiedene Ansétze gepriift:

Im ersten Studienabschnitt wurde untersucht, ob die Inkorporation von Matrigel in die Po-
ren von PLGA-Scaffolds die Vaskularisierung beschleunigen und verbessern kann. Hierzu
wurden Scaffolds mit inkorporiertem GFRM (n = 8) mit Scaffolds verglichen, die in GFCM
eingebettet waren (n = 9). Unbehandelte PLGA-Scaffolds dienten als Kontrolle (n = 5).
Zuséatzlich wurde das pro-angiogene Potential der beiden Matrigeltypen mittels eines

Aortic Ring Assays in vitro analysiert (je n =9 aus 3 verschiedenen Spendertieren).

Im zweiten Studienabschnitt wurde untersucht, ob die Vaskularisierung der PLGA-

Scaffolds durch Inoskulation praformierter BlutgefaRe mit den BlutgefaRen des Empfan-
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gergewebes verbessert werden kann. Zu diesem Zweck wurden 8 PLGA-Scaffolds in die
Flanke von 4 Balb/c-Méausen implantiert, um so in situ ein mikrovaskulares Netzwerk in-
nerhalb dieser Scaffolds zu generieren. Nach 20 Tagen wurden die pravaskularisierten
Scaffolds vorsichtig herausprépariert und in die Rickenhautkammer von Empféangertieren
implantiert (n = 8). Vor dem Herauspraparieren der Scaffolds aus der Flanke wurde den
Spendertieren retrobulbar FITC-Dextran zur besseren Kontrastierung der praformierten
Blutgefalie injiziert. Leere PLGA-Scaffolds ohne praformierte Blutgefalle, die direkt in die
Rickenhautkammer implantiert wurden, dienten als Kontrolle (n = 10).

Um in den implantierten Scaffolds zwischen einwachsenden und praformierten Blutgefa-
Ren differenzieren zu konnen, wurden 8 zusatzliche Scaffolds in die Flanke von 4 GFP-
transgenen C57BL/6 Spendertieren implantiert. Nach 20 Tagen wurden diese
pravaskularisierten Scaffolds in die Riickenhautkammer von 8 C57BL/6-Wildtyp-Mausen
implantiert.

Insgesamt wurden fir die vorliegende Arbeit 54 Mause und 3 Ratten als Versuchstiere
verwendet. Die Ruckenhautkammerpraparation erfolgte bei 48 Mausen, wahrend 8 Mause
als Spendertiere fur die Flankenimplantation dienten. Aus 3 Ratten wurde die Aorta

thoracica zur Durchfihrung des Aortic Ring Assays isoliert.

5.6.2. Versuchsablauf

Nach Implantation der Riickenhautkammer wurde den Tieren eine Ruhephase von 2 Ta-
gen gewahrt, damit sich das Gewebe der Riickenhautkammer vom chirurgischen Trauma
erholen konnte, um so Einflisse der Kammerpraparation auf die Mikrozirkulation aus-
schlieBen zu kdnnen. AnschlieBend erfolgte die Implantation der Scaffolds in die Riicken-
hautkammer unter standardisierten Bedingungen. Nach Implantateinlage wurde die erste
intravitale Fluoreszenzmikroskopie durchgefiihrt (Tag 0). Weitere Untersuchungszeitpunk-
te waren die Tage 3, 6, 10 und 14. Unmittelbar vor der Durchflihrung der Fluoreszenzmik-
roskopie wurden die beiden Fluoreszenzfarbstoffe FITC-Dextran (5%) und Rhodamin-6G
(0,1%) injiziert. Pro Untersuchungstag und -Tier benétigte man fur die Mikroskopie etwa
25 Minuten. Im Rahmen der intravitalmikroskopischen Untersuchungen erfolgten zusatz-
lich Videoaufzeichnungen des Beobachtungsfensters unter einem OP-Mikroskop in 25-
und 40facher VergroRRerung.

Nach Beendigung der letzten intravitalen Fluoreszenzmikroskopie am 14. Tag wurden die
Tiere mit einer Uberdosis Narkose eingeschlafert und die Gewebeproben der Riicken-
hautkammerpraparation fur histologische und immunhistochemische Untersuchungen

exzidiert.
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Wahrend des gesamten Versuches wurden die Tiere samt Rickenhautkammer taglich
inspiziert, um Tiere mit pathologischen Veranderungen rechtzeitig aus dem Versuch aus-

schlieffen zu kbnnen.

5.6.3. Mikroskopie- und Analyseprotokoll fir Studienabschnitt 1

An den einzelnen Untersuchungstagen wurde von 4 reprasentativ ausgewahlten postka-
pillaren Sammelvenolen mit einem Durchmesser von jeweils 20-40 um im Randbereich
der Scaffolds der GefaRdurchmesser, die Blutzellgeschwindigkeit, die GefalRpermeabilitat
sowie das FlieRverhalten der Leukozyten in 432x Vergréf3erung analysiert (Abbildung 9).
Um den Anteil der Angiogenese-positiven ROIs zu erfassen, wurden im Randbereich und
im Zentrum der Scaffolds je 8 reprasentative Beobachtungsfelder standardisiert tGber den
Untersuchungszeitraum in 216x Vergrof3erung analysiert (Abbildung 9).

Zusatzlich wurde innerhalb der Beobachtungsfelder die funktionelle Kapillardichte der

neugebildeten GefalRe gemessen.

Abbildung 9: Schematische Darstellung der einzelnen Beobachtungsfelder beim Mikroskopieren. A: An den 8
schwarz markierten Feldern im Randbereich des Scaffolds wurde die Anzahl Angiogenese-positiver ROIs und
die funktionelle Kapillardichte der neugebildeten GeféaRe bestimmt. B: Ebenso wurde in den 8 rot markierten
Feldern im Zentrum die Anzahl Angiogenese-positiver ROIs und die funktionenelle Kapillardichte der neuge-
bildeten GefalRe analysiert. In den 4 blauen Feldern im Randbereich wurde von je einer postkapillaren
Sammelvenole Uber den Zeitverlauf GefaRdurchmesser, Blutzellgeschwindigkeit, GefaBpermeabilitdét und
FlieRBverhalten der Leukozyten gemessen. MaRRstab: 700 pm.

5.6.4. Mikroskopie- und Analyseprotokoll fir Studienabschnitt 2

Analog zur Mikroskopie der Angiogenese-positiven ROIs und der funktionellen Kapillar-
dichte der neugebildeten Gefal3e im ersten Teil der vorliegenden Arbeit wurden im Rand-
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bereich der Scaffolds und im Zentrum je 8 reprasentative ROIls standardisiert aufgenom-
men, um den Prozentsatz der perfundierten Beobachtungsfelder und deren funktionelle
Kapillardichte zu bestimmen. Als ,perfundiert* wurden die Beobachtungsfelder definiert, in
denen entweder préaformierte Gefalie reperfundiert oder neugebildete Kapillaren mit Blut-
plasma gefillt waren.

Zusétzlich wurden mikrohdmodynamische Messungen durchgefiihrt. Gemessen wurden
Durchmesser und Blutzellgeschwindigkeit in 8-10 zufallig ausgewahlten GefalRen inner-
halb der zentralen Beobachtungsfelder. Hieraus erfolgte die Berechnung des Blutvolu-
menflusses und der Scherrate.

Zusatzlich wurde in der Gruppe der pravaskularisierten Scaffolds innerhalb der zentralen
Beobachtungsfelder an den jeweiligen Untersuchungstagen die Anzahl der an Tag 0 aus-

gewahlten, praformierten BlutgefaRe bestimmt, die eine Reperfusion aufwiesen.

5.7. Statistik

Zunachst wurden die Werte auf Normalverteilung und Varianzgleichheit geprift. In beiden
Studienabschnitten wurden bei Normalverteilung signifikante Unterschiede innerhalb einer
Gruppe an unterschiedlichen Untersuchungszeitpunkten mit der Hilfe einer ,one way ana-
lysis of variance® (ANOVA) fur wiederholte Messungen gefolgt von einem gepaarten Stu-
dent’s t-Test und Korrektur des a-Fehlers nach Bonferroni geprift.

Im ersten Studienabschnitt wurde der Vergleich zwischen den Gruppen an den einzelnen
Untersuchungstagen mittels ANOVA fir Mehrfachvergleiche durchgefiihrt. Dies war ge-
folgt von dem entsprechenden post hoc-Test.

Im zweiten Studienabschnitt wurden Unterschiede zwischen den beiden Studiengruppen
durch den ungepaarten Student’s t-Test analysiert.

Samtliche Werte sind als Mittelwert mit Standardfehler des Mittelwertes (MW + SEM) an-
gegeben.

Die statistischen Tests erfolgten unter Verwendung des Softwarepackets SigmaStat
(Jandel Corporation, San Rafael, USA). Bei der Prufung wurden Unterschiede mit p <

0,05 als signifikant angesehen.
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6. ERGEBNISSE

6.1. Inkorporation von Matrigel in PLGA-Scaffolds

6.1.1. Aortic Ring Assay

Die Einbettung von Aortenringen in die beiden Matrigeltypen GFRM und GFCM stimulierte
die Bildung von GefalRsprossen, welche aus der Wand der Ringe herauswuchsen. Am 3.
Tag waren Lange und Dichte dieser Sprossen in der GFCM-Gruppe im Vergleich zur
GFRM-Gruppe signifikant erhéht (Abbildung 10). Wahrend der folgenden Tage wuchsen
die Gefallsprossen weiter in das umgebende Matrigel, was zur Ausbildung eines dichten
Netzwerkes tubularer Gefal3strukturen fiihrte (Abbildung 11). Nach sechs Tagen wiesen
die Aortenringe der GFCM-Gruppe eine signifikant héhere Sprossflache von 4,2 + 0,3
mm? und Sprossdichte von 335 + 19 cm/cm? im Vergleich zur GFRM-Gruppe (3,2 £ 0,1
mm? und 237 + 17 cm/cm?) auf, was die erhdhte pro-angiogene Aktivitat des GFCM be-
legt. Interessanterweise wurde durch das GFCM eher die Verzweigung der Gefal3spros-
sen als das Langenwachstum stimuliert. Dementsprechend war die maximale Sprosslan-

ge in beiden Matrigelgruppen an Tag 6 vergleichbar.
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Abbildung 10: Flache (A, mmz), maximale Lange (B, um) und Dichte (C, cm/cmz) der GefaRsprossen, die
sich an den Tagen 3 und 6 nach Einbettung von Aortenringen in GFRM (grauer Balken) und GFCM (schwar-
zer Balken) ausbildeten. Mittelwerte + SEM. *p < 0,05 vs. GFRM.
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Abbildung 11: A, B: Ratten-Aortenringe mit GefédRaussprossungen nach 6 Tagen Inkubationszeit in GFRM
(A) und GFCM (B). MaRRstab: 600 pm.

6.1.3. Implantationsexperimente

6.1.3.1. Materialeigenschaften der PLGA-Scaffolds

Die PLGA-Scaffolds der drei Gruppen von Studienabschnitt 1 wurden fir die Implantation
in die Ruckenhautkammer in je 3 mm x 3 mm x 1 mm groRRe Stiicke zurechtgeschnitten.
Die mikromorphometrische Analyse der Scaffolds zeigte, dass sie einen Porendurchmes-

ser von 376 + 8 um und eine Strangdicke von 501 + 10 um aufwiesen.

6.1.3.2. Angiogenese

In allen drei Versuchsgruppen konnten bereits am 3. Tag nach Implantation erste Zeichen
einer angiogenen Reaktion des quergestreiften Muskelgewebes der Ruckenhautkammer
auf die Scaffolds nachgewiesen werden. Diese war gekennzeichnet durch Kapillardilatati-
onen und die Bildung von Kapillarknospen und -sprossen (Abbildung 13).

Wahrend der folgenden Tage wuchsen die neugebildeten Gefal3e in die Scaffolds ein und
bildeten Querverbindungen untereinander aus. Auf diese Weise formte sich ein neues,
perfundiertes, mikrovaskulares Netzwerk. Hierbei war die Angiogenese im Randbereich
starker ausgepragt als im Zentrum (Abbildung 12).

Der angiogene Prozess war initial in beiden Matrigelgruppen im Vergleich zur Kontrolle
beschleunigt. Hier lag die Zahl Angiogenese-positiver ROIs schon an Tag 3 bei 35-40%
im Randbereich und 20-25% im Zentrum. In den Scaffolds der Kontrollgruppe zeigten zu
diesem Beobachtungszeitpunkt nur 6% der ROIs im Randbereich und 0% der ROIs im

Zentrum Zeichen von Angiogenese.
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Abbildung 12: Angiogenese-positive ROIs im Randbereich (A) und im Zentrum (B) der GFCM-Scaffolds
(schwarze Kreise), GFRM-Scaffolds (graue Kreise) und der Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds direkt nach
Implantation in die Riickenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. Mittelwerte + SEM. °p < 0,05 vs. Tag
0 innerhalb einer Gruppe; bp < 0,05 vs. Tag 0 und 3 innerhalb einer Gruppe; °p < 0,05 vs. Tag 0, 3 und 6 in-
nerhalb einer Gruppe; %p < 0,05 vs. Tag 0, 3, 6 und 10 innerhalb einer Gruppe; *p < 0,05 vs. Matrigel-freie
Kontroll-Scaffolds zu identischen Zeitpunkten.
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Abbildung 13: Detailaufnahmen von Poren im Zentrum verschiedener Scaffolds am 3. Tag nach Implantation
in die Ruckenhautkammer. A: Matrigel-freies Scaffold der Kontrollgruppe. In dieser Vergro3erung ist bei Fo-
kussierung auf den Grund der Pore die normale Mikrozirkulation des quergestreiften Muskels mit parallel
verlaufenden Kapillaren zu erkennen (A, Pfeile). B: Beim GFCM-Scaffold sind am 3. Tag schon bei ca. 25%
der ROIs Zeichen beginnender Angiogenese wie WandunregelmaRigkeiten und Kapillaraussprossungen (B,
Pfeile) sichtbar. Ma3stab: 75 um.

6.1.3.3. Funktionelle Kapillardichte

Zur ndheren Charakterisierung der Angiogenese erfolgte die Quantifizierung der Dichte
der neugebildeten BlutgefaRe sowohl im Randbereich (Abbildung 14) als auch im Zentrum
(Abbildung 15) der Scaffolds. Analog zu der Anzahl Angiogenese-positiver ROIs war die
funktionelle Kapillardichte an Tag 3 im Randbereich und an Tag 6 im Zentrum in beiden
Matrigelgruppen signifikant gegentber der Kontrollgruppe erhdéht. Am Ende des Beobach-
tungszeitraumes wies jedoch lediglich die GFCM-Gruppe eine deutliche Erhéhung der
Kapillardichte auf. Trotz dieser verbesserten Vaskularisierung war die funktionelle Kapil-
lardichte im Zentrum an Tag 14 mit ca. 70 cm/cm? immer noch relativ niedrig (Abbildung
16).

Abbildung 14: Intravitale Fluoreszenzmikroskopie des Randbereiches eines Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds
am 14. Tag nach Implantation in die Riickenhautkammer. MaRRstab: 330 um.
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Abbildung 15: A: Randbereich eines GFCM-Scaffolds am 14. Tag nach Implantation in die Rickenhautkam-
mer. Die neugebildeten GeféaRe (Pfeile) wachsen aus einer Pore (gestricheltes Areal) tiber die oberen Stréange
des Scaffolds (*) nach auRRen. B: Vaskularisierung der Pore eines GFCM-Scaffolds an Tag 14. Mal3stab: A =
230 pm; B = 110 pm.
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Abbildung 16: Funktionelle Kapillardichte (cm/cmz) der ROIs im Randbereich (A) und im Zentrum (B) der
GFCM-Scaffolds (schwarze Kreise), GFRM-Scaffolds (graue Kreise) und Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds
(weiBe Kreise) direkt nach Implantation in die Rickenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. Mittelwer-
te + SEM. ®p < 0,05 vs. Tag 0 innerhalb einer Gruppe; bp < 0,05 vs. Tag 0 und 3 innerhalb einer Gruppe; °p <
0,05 vs. Tag 0, 3 und 6 innerhalb einer Gruppe; dp < 0,05 vs. Tag 0, 3, 6 und 10 innerhalb einer Gruppe; *p <

0,05 vs. Matrigel-freie Kontroll-Scaffolds zu identischen Zeitpunkten; #p < 0,05 vs. GFRM-Scaffolds zu identi-
schen Zeitpunkten.
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6.1.3.4. Hamorrhagien innerhalb der Scaffolds

Der Prozess der Angiogenese und Vaskularisierung ging mit Einblutungen innerhalb der
Scaffolds einher. Diese punktférmigen und teils auch konfluierenden Hamorrhagien fan-
den sich insbesondere innerhalb der beiden Matrigelgruppen (Abbildung 17, 18).
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Abbildung 17: Einblutungen innerhalb der Scaffolds direkt nach Implantation in die Riickenhautkammer so-
wie am 3., 6., 10. und 14. Tag. WeilRer Balken = Kontrolle; grauer Balken = GFRM-Scaffolds; schwarzer Bal-
ken = GFCM-Scaffolds; Mittelwerte + SEM. ®p < 0,05 vs. Tag 0 und 3 innerhalb einer Gruppe; bp < 0,05 vs.
Tag 0, 3 und 6 innerhalb einer Gruppe; *p < 0,05 vs. Matrigel-freie Kontroll-Scaffolds zu identischen Zeitpunk-
ten.

Abbildung 18: Intravitale Fluoreszenzmikroskopie eines Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds (A) und eines
GFCM-Scaffolds (B) am 14. Tag nach Implantation in die Rickenhautkammer. Das GFCM-Scaffold weist
multiple Hamorrhagien auf (*), wohingegen das leere Kontroll-Scaffold frei von Einblutungen ist. Mastab: 540
pm.

6.1.3.5. FlieBverhalten der Leukozyten
Die Leukozyten-Endothelzell-Interaktion war in allen Versuchsgruppen vergleichbar und
zeigte keine signifikanten Unterschiede Uber den Zeitverlauf. Wéahrend des Beobach-
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tungszeitraumes von 14 Tagen lag die Anzahl rollender und adhéarenter Leukozyten mit
Werten von 10-16 Zellen pro Minute bzw. 70-140 Zellen pro mm?im physiologischen Be-
reich. Dies zeigt, dass die Implantation der Scaffols keine Leukozytenreaktion ausloste.
(Abbildung 19, 20).
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Abbildung 19: Anzahl rollender (A) und adhérenter Leukozyten (B) in postkapillaren Venolen und
Sammelvenolen direkt nach Implantation in die Riickenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. WeilRer
Balken = Kontrolle; grauer Balken = GFRM-Scaffolds; schwarzer Balken = GFCM-Scaffolds. Mittelwerte +
SEM.
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Abbildung 20: Intravitalmikroskopische Darstellung einer Venole in Grinlicht-Epi-lllumination zur Visualisie-
rung der Leukozyten am 10. Tag nach Implantation in die Rickenhautkammer A: Matrigel-freies Kontroll-
Scaffold B: GFRM-Scaffold. Insgesamt waren nur wenige adhérente und rollende Leukozyten (Pfeile) inner-
halb der Venolen im Randbereich der Scaffolds sichtbar. Ma3stab: 35 pm.

6.1.3.6. Gefallpermeabilitat
Die makromolekulare Gefal3permeabilitdt war in allen Gruppen vergleichbar und zeigte

keine signifikanten Unterschiede tber den Zeitverlauf (Tabelle 2).

Makromolekulare Gefal3permeabilitat (E./E;)

Tag 0 Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14

Kontroll-Scaffolds 0,55 + 0,04 0,67 £ 0,01 0,68 £ 0,33 0,66 + 0,03 0,69 £ 0,04
GFRM-Scaffolds 0,65+ 0,02 0,69 +0,01 0,71+0,01 0,74 £ 0,02 0,72+0,01

GFCM-Scaffolds 0,67 £0,02 0,70 £0,01 0,70+0,01 0,75+ 0,02 0,68 £ 0,02

Tabelle 2: Makromolekulare GefaBpermeabilitat der postkapillaren Venolen und Sammelvenolen im Randbe-
reich der Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds, GFRM- und GFCM-Scaffolds direkt nach Implantation in die RU-
ckenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. Mittelwerte £ SEM.

6.1.3.7. Mikrohamodynamik

Die analysierten Venolen wiesen in allen 3 Gruppen konstante Durchmesser zwischen 20
und 40 um auf. Darlberhinaus unterschieden sich die Werte fiir den Blutvolumenfluss und
die Scherrate der Venolen in unmittelbarer Umgebung der Matrigel-Scaffolds nicht we-

sentlich von denen der Kontrollgruppe (Tabelle 3).
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Blutvolumenfluss (pl/s)

Tag 0 Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14
Kontroll-Scaffols 82,3+ 11,9 129,1+13,5 112,2 + 18,9 135,2 + 23,2 120,5+ 22,0
GFRM-Scaffolds 87,7+6,5 128,8+ 14,6 131,0 + 4,9 136,7 + 8,3 123,0 + 14,0
GFCM-Scaffolds 70,2+5,4 115,6 + 11,9 106,9 + 8,9 110,7 +15,1 124,2 +12,8°
Scherrate (s™)

Tag 0 Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14
Kontroll-Scaffolds 61,2+ 4,4 84,3+3,6 859+3,6 78,4 +10,5 71,4 + 15,3
GFRM-Scaffolds 63,3+6,1 60,0+5,8° 75927 85,7+6,3° 74,0+ 6,0
GFCM-Scaffolds 56,2+6,1 72,2+5,7 80,8 +4,4°" 68,8 +8,1 749+6,0

Tabelle 3: Blutvolumenfluss (pl/s) und Scherrate (s'l) im Randbereich der Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds,
GFRM- und GFCM-Scaffolds direkt nach Implantation in die Riickenhautkammer sowie am 3.,6.,10. und 14.
Tag. Mittelwerte + SEM. ®p < 0,05 vs. Tag 0 innerhalb einer Gruppe; °p < 0,05 vs. Tag 0 und 3 innerhalb einer
Gruppe; °p < 0,05 vs. Tag 0, 3 und 6 innerhalb einer Gruppe.

6.1.3.8. Histologie und Immunhistochemie

Die histologische Untersuchung der Scaffolds am 14. Tag nach Implantation in die Ru-
ckenhautkammer bestétigte die intravitalmikroskopischen Ergebnisse. Neugebildetes
Granulationsgewebe wuchs in allen 3 Gruppen in die Poren der PLGA-Scaffolds ein, wo-
bei in den Matrigel-Scaffolds noch Riickstande des Gels nachgewiesen werden konnten
(Abbildung 21: A, C, E). Das Granulationsgewebe um die GFCM-Scaffolds wies vergli-
chen mit den GFRM-Scaffolds und den Scaffolds der Kontrolle mehr BlutgefaRe auf (Ab-
bildung 21: A, C, E). Durch immunhistochemischen Nachweis von o-SMA-positiven
Perizyten zeigte sich, dass die meisten Blutgefal3e in der GFCM-Gruppe im Gegensatz zu
den Blutgefalien der Kontrolle und der GFRM-Gruppe mit diesen Zellen umgeben waren
(Abbildung 21: B, D, F).

Mittels CAE-Farbung wurde die Infiltration von Leukozyten in das neugebildete Granulati-
onsgewebe in der Umgebung der Scaffolds untersucht. Hier zeigten sich in den drei ana-
lysierten Gruppen insgesamt nur wenige CAE-positive Zellen, was auf eine fehlende Ent-

zundungsreaktion nach Implantation der Scaffolds hinweist (Abbildung 22).
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Abbildung 21: HE-gefarbte Schnitte eines Matrigel-freien Scaffolds (A), eines GFRM-Scaffolds (C) und eines
GRCM-Scaffolds (E) am 14. Tag nach Implantation auf das quergestreifte Muskelgewebe der Riickenhaut-
kammer (A,C,E: Pfeile). In allen drei Gruppen sind die PLGA-Strénge (Sternchen) von neugeformtem Granu-
lationsgewebe umgeben, welches in den beiden Matrigelgruppen noch Riickstdnde des Matrigels enthalt (m).
Das Granulationsgewebe um die GFCM-Scaffolds weist verglichen mit den beiden anderen Gruppen eine
hdhere Dichte an BlutgefalRen auf (Pfeilspitzen). Durch die immunhistochemische Darstellung von a-SMA (B,
D, F) kénnen reife, mit Perizyten bedeckte GefélRe (Pfeilspitzen) innerhalb des Granulationsgewebes, welches
die GFCM-Scaffolds (F) umgibt, detektiert werden. Im Gegensatz dazu sind die Mehrzahl der GefaRe der
beiden anderen Gruppen a-SMA-negativ (B: Matrigel-freies Scaffold; D: GFRM-Scaffold). Mal3stab: A, C, E =
160 um; B, D, F = 15 pm.
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Abbildung 22: CAE-gefarbte Schnitte eines Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds (A), eines GRFM-Scaffolds (B)
und eines GFCM-Scaffolds (C) am 14. Tag nach Implantation in die Rickenhautkammer. Es finden sich in
allen drei Gruppen nur wenige CAE-positive Leukozyten (Pfeilspitzen) in dem Granulationsgewebe, welches
die Scaffold-Strdnge umgibt (Sternchen). Dies zeigt, dass die Implantation der Scaffods in der Rickenhaut-
kammer keine Entziindung induziert. MaRRstab: 100 pm.
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6.2. Inoskulation pravaskularisierter Scaffolds

6.2.1. Materialeigenschaften der implantierten Scaffolds

Samtliche PLGA-Scaffolds dieses Studienabschnitts wurden fir die Implantation in die
Flanke sowie in die Rickenkammer in je 2,4 mm x 2,4 mm x 1,2 mm grol3e Sticke zu-
rechtgeschnitten. Querschnitte durch die Scaffolds lieRen Poren von identischer Grofl3e
und Form erkennen. Bei der mikromorphometrischen Analyse von 20 Poren konnte ein

mittlerer Porendurchmesser von 289 + 10 um gemessen werden.

6.2.2. Vaskularisierung der implantierten Scaffolds

Die Analyse der Scaffolds, welche fiir 20 Tage in die Flanke von Spendertieren implantiert
wurden, zeigte, dass neugebildete Blutgefal3e in die Poren der Scaffolds hineingewach-
sen waren. Dies fUhrte zur Ausbildung eines kompletten, in situ geformten mikrovaskula-
ren Gefallinetzwerkes (Abbildung 23), das aus Arteriolen, Kapillaren und postkapillaren

Venolen bestand.

Abbildung 23: Intravitale Fluoreszenzmikroskopie eines pravaskularisierten Scaffolds nach Implantation in
die Ruckenhautkammer. Die Anfarbung des Blutplasmas mit FITC-Dextran erfolgte vor dem Heraus-
praparieren aus dem Spendertier bei noch intakter Mikrozikulation, so dass sich die kontrastierten BlutgeféaRe
auch ohne Perfusion unmittelbar nach Implantation noch teilkontrastiert darstellen. A: Ubersichtsaufnahme
eines Scaffolds. Es sind sowohl Venolen (Pfeil) als auch Arteriolen (Pfeilspitze) vorhanden. B: Detailvergrof3e-
rung eines Scaffolds. Man sieht ein kapillares Netzwerk (Sternchen) mit nachgeschalteter postkapillarer
Sammelvenole (Pfeil). Ma3stab: A = 155 pm; B = 60 pm.

6.2.2.1. Perfundierte ROIs innerhalb der Scaffolds
Nach der Implantation der pravaskularisierten Scaffolds in die Rickenhautkammer konn-

ten perfundierte Beobachtungsfelder bereits am 3. Tag sowohl im Randbereich als auch

46



Ergebnisse

im Zentrum nachgewiesen werden. Die Anzahl der perfundierten ROIs stieg im weiteren
Zeitverlauf auf 80-100% an (Abbildung 24). Im Gegensatz dazu zeigte sich in den Kon-
troll-Scaffolds eine verzogerte Vaskularisierung mit einer signifikant geringeren Anzahl
perfundierter ROIs im Randbereich der Scaffolds an Tag 6 und 10 nach Implantation. Die-
se Verzogerung war im Zentrum der Scaffolds noch deutlicher ausgepragt. Hier waren an
Tag 14 nur 70% der Beobachtungsfelder bereits perfundiert (Abbildung 24).
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Abbildung 24: Anzahl perfundierter ROIs (in %) im Randbereich (A) und im Zentrum (B) von ,leeren® Kon-
troll-Scaffolds (weil3e Kreise) und pravaskularisierten Scaffolds (schwarze Kreise) direkt nach Implantation in
die Riickenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. Mittelwerte + SEM. ®p < 0,05 vs. Tag 0 innerhalb
einer Gruche; bp < 0,05 vs. Tag 0 und 3 innerhalb einer Gruppe; °p < 0,05 vs. Tag 0, 3 und 6 innerhalb einer

Gruppe; "p < 0,05 vs. Tag 0, 3, 6 und 10 innerhalb einer Gruppe;*p < 0,05 vs. Kontroll-Scaffolds zu identi-
schen Zeitpunkten.

47



Ergebnisse

6.2.2.2. Funktionelle Kapillardichte

Wie bei der Auswertung der Anzahl perfundierter ROIs wurde bei der Analyse der funktio-
nellen Kapillardichte innerhalb der pravaskularisierten Scaffolds ein kontinuerlicher An-
stieg mit signifikant erhdhten Werten sowohl im Randbereich als auch im Zentrum der
Scaffolds an den Untersuchungstagen 6 bis 14 im Vergleich zu den Kontroll-Scaffolds
beobachtet (Abbildungen 25 und 26).
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Abbildung 25: Analyse der funktionellen Kapillardichte in den Beobachtungsfeldern im Randbereich (A) und
im Zentrum (B) von ,leeren” Kontroll-Scaffolds (weil3e Kreise) und préavaskularisierten Scaffolds (schwarze
Kreise) direkt nach Implantation in die Riuckenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. Mittelwerte +
SEM. ®p < 0,05 vs. Tag 0 innerhalb einer Gruppe; bp < 0,05 vs. Tag 0 und 3 innerhalb einer Gruppe; °p < 0,05
vs. Tag 0, 3 und 6 innerhalb einer Gruppe; dp < 0,05 vs. Tag 0, 3, 6 und 10 innerhalb einer Gruppe;*p < 0,05
vs. Kontroll-Scaffolds zu identischen Zeitpunkten.
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Abbildung 26: Intravitale Fluorenszenzmikroskopie des Zentrums zweier Scaffolds (intravaskuldre Plasma-
farbung mittels FITC-Dextran zur Kontrastverstarkung) am 14. Tag nach Implantation in die Riickenhautkam-
mer. A: ,Leeres” Kontroll-Scaffold. B: Pravaskularisiertes Scaffold. Der Unterschied in der funktionellen Kapil-
lardichte ist deutlich erkennbar. MaRstab: 140 pm.

6.2.2.3. Mikrohamodynamik

Der Durchmesser der Mikrogefal3e in den pravaskularisierten Scaffolds lag zwischen 31 -
39 um ohne signifikante Unterschiede im Zeitverlauf. Die neugebildeten Blutgefafie in den
Kontroll-Scaffolds wiesen einen deutlich geringeren Durchmesser von 14-18 um wahrend
des 14-tdgigen Beobachtungszeitraums auf.

Interessanterweise war die FlieBgeschwindigkeit in den Mikrogefalen innerhalb der
pravaskularisierten Scaffolds deutlich erhéht. Dementsprechend zeigte die Berechnung
des Blutvolumenflusses sowie der Wandscherrate signifikant erhéhte Werte bei den Tie-
ren mit pravakularisierten Scaffolds im Vergleich zur Kontrolle (Tabelle 4).

6.2.2.4. Reperfundierte Blutgefalie

Die beschleunigte und deutlich verbesserte Perfusion der in situ pravaskularisierten
Scaffolds war durch die Tatsache bedingt, dass das praformierte mikrovaskulare Netz-
werk rasch durch Inoskulation mit der Mikrozirkulation des Empfangertieres reperfundiert
werden konnte. Im Gegensatz dazu wurden die Kontroll-Scaffolds lediglich durch Ein-
wachsen neugebildeter Blutgefal3e aus dem umgebenden Gewebe der Riickenhautkam-
mer vaskularisiert. Alle analysierten praformierten Venolen sowie Arteriolen innerhalb der
pravaskularisierten Scaffolds waren an Tag 14 reperfundiert. Interessanterweise wiesen
die Arteriolen und Venolen nach Reperfusion wieder das FlieRBverhalten einer Arteriole
bzw. Venole auf (Abbildungen 27 und 28).
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Durchmesser (um)

Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14
Kontrolle - 138+1,4 166 +1,0 175+0,9
Pravaskularisiert 324+31 345+4,1* 38,7+ 1,8* 31,5+2,3*
Blutzellgeschwindigkeit (um/s)

Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14
Kontrolle - 7,1+5,4 27,2+9,3° 38,3+9,2°
Pravaskularisiert 51,9+19,6 80,5 +41,3* 136,7 £ 23,9* 234,7 +27,2*
Blutvolumenfluss (pl/s)

Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14
Kontrolle -- 1,8+1,6 51+20 6,9 +1,9°
Pravaskularisiert 27,0+9,1 92,8+ 71,1* 101,0 + 21,6* 137,7 £ 23,2*
Scherrate (s™)

Tag 3 Tag 6 Tag 10 Tag 14
Kontrolle -- 3,6+22 12,6 £+4,3 16,8 +4,1
Pravaskularisiert 12,1+47 15,3+£6,3 28,8 + 5,5* 62,9 + 9,2*

Tabelle 4: Durchmesser (um), FlieRgeschwindigkeit (um/s), Blutvolumenfluss (pl/s) und Scherrate (s'l)
perfundierter BlutgeféaRe innerhalb der ,leeren” Kontroll-Scaffolds und der préavaskularisierten Scaffolds an
Tag 3, 6, 10 und 14 nach Implantation in die Riickenhautkammer von Balb/c Mausen. Mittelwerte + SEM. p <

0.05 vs. Tag 6; *p < 0.05 vs. Kontrolle zu identischen Zeitpunkten.
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Abbildung 27: Anzahl der reperfundierten BlutgefaRe (%) innerhalb der pravaskularisierten Scaffolds direkt
nach Implantation in die Riickenhautkammer sowie am 3., 6., 10. und 14. Tag. Mittelwerte + SEM. ®p < 0.05

vs. Tag 0, 3und 6.
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Abbildung 28: Intravitale Fluoreszenzmikroskopie von 2 Venolen (Pfeile) sowie einer Arteriole (Pfeilspitze)
9innerhalb eines in situ pravaskularisierten Scaffolds an Tag 3 (A), 6 (B) , 10 (C) und 14 (D). Am 3. Tag er-
scheinen die Gefalle durch Negativkontrast wéahrend der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie dunkel, was
durch ein Fehlen der FITC-Dextran-markierten Blutperfusion bedingt ist. Am 6. Tag sind die GefaRe schon
teilweise kontrastiert. Am 10. und 14. Tag sind die Gefal3e in Folge der wiederhergestellten Blutperfusion
innerhalb des pravaskularisierten Scaffolds komplett mit FITC-Dextran markiert. MaRstab: 140 pm.

6.2.2.5. Angiogenese aus praformierten Blutgefal3en

Neben der Tatsache, dass die verbesserte Perfusion innerhalb der pravaskularisierten
Scaffolds auf die Reperfusion praformierter BlutgefaRe zuriickzufiihren war, konnte man
in der vorliegenden Arbeit auch beobachten, dass die préaformierten Blutgefaf3e selbst
Ursprung zusatzlicher BlutgeféaRneubildung waren. Wahrend des Beobachtungszeitrau-
mes wuchsen Kapillarsprossen aus der Gefal3wand der praformierten Blutgefaf3e und
bildeten so dichte, mikrovaskulare Netzwerke innerhalb der Implantate aus (Abbildung
29). Dies trug wesentlich zur Steigerung der funktionellen Kapillardichte innerhalb der
Gruppe der pravaskularisierten Scaffolds bei. Im Vergleich dazu konnten neue BlutgefaRe
in der Kontrollgruppe lediglich vom Randbereich her in die Scaffolds einwachsen.
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Abbildung 29: Intravitalmikroskopische Darstellung der Angiogenese aus préformierten BlutgeféaRen inner-
halb eines pravaskularisierten Scaffolds am Tag der Implantation in die Riickenhautkammer (A) sowie am 10.
Tag (B). Die GefalRe stellen sich am Tag der Implantation in die Riickenhautkammer kontrastiert dar, da dem
Spendertier vor der Entnahme des Scaffolds Kontrastmittel i.v. appliziert wurde. Dies resultierte in einer bes-
seren Darstellung der GefaRe nach Einlage in die Riickenhautkammer. Die praformierten Gefal3e sind an Tag
0 und 10 an gleicher Stelle im Scaffold (Pfeilspitzen) zu identifizieren und vollstandig reperfundiert. Zusétzlich
dienen sie als Ursprung neuer GeféaRsprossen (Pfeile) und tragen so zur Steigerung der funktionellen Kapil-
lardichte im Zentrum des Scaffolds bei. MaR3stab: 140 um.

6.2.2.6. Inoskulation

Die verbesserte Perfusion der in situ pravaskularisierten Scaffolds beruhte auf einer
schnellen Reperfusion praformierter Blutgefaf3e durch Anastomosierung mit der Mikrozir-
kulation des Empfangertieres. Dabei fand sowohl eine interne als auch eine externe
Inoskulation statt. Dies bedeutet, dass einerseits neue Blutgefal3e aus dem Empfanger-
gewebe in die Implantate einwuchsen (interne Inoskulation). Andererseits kam es auch zu
einem Auswachsen der praformierten Blutgefd3e aus dem Scaffold in die Umgebung, wo
sie Verbindungen zu den Blutgefa3en des Empfangergewebes eingingen. Dies bezeich-
net man als externe Inoskulation.

Durch Implantation pravaskularisierter Scaffolds aus GFP-transgenen Mausen in die
Wildtyp-M&use konnte dies mit Hilfe der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie erstmals in
vivo gezeigt werden (Abbildung 30).

6.2.3. Histologie und Immunhistochemie

Die lichtmikroskopische Untersuchung der histologischen Préaparate der Rickenhaut-
kammerpréparation bestétigte die intravitalmikroskopischen Ergebnisse. Die Strange der
in situ pravaskularisierten Scaffolds waren von einem Granulationsgewebe umgeben, das

ein dichtes Netzwerk an BlutgefaRen aufwies.
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Abbildung 30: Intravitale Fluoreszenzmikroskopie eines in situ pravaskularisierten Scaffolds, welches aus der
Flanke einer GFP-transgenen C57BL/6 Spendermaus isoliert wurde. A: Tag O direkt nach Implantation in die
Rickenhautkammer. Die Autofluoreszenz des transplantierten Gewebes zeigt sich in Blaulicht-Epi-lllumination
ohne zusétzliche Kontrastverstéarkung. Das Gewebe der Ruckenhautkammer erscheint dunkel. B: An Tag 6
beobachtet man im Randbereich das Herauswachsen von GFP-positiven tubularen Strukturen aus dem
Scaffold in Richtung des umliegenden Empfangergewebes. C: Die tubuldren Strukturen sind an Tag 14 ent-
sprechend weiter in das Gewebe des Empféngertieres vorgewachsen. D: Die tubuldren Strukturen gehen
Querverbindungen (Pfeilspitzen) mit den GeféalRen des Empfangergewebes ein. Diese Querverbindungen
kénnen durch Vergleich von zwei identischen mikroskopischen Beobachtungsfeldern in Blaulicht-Epi-
lllumination vor (C) und nach i.v. Injektion von FITC-Dextran zur zusétzlichen Farbung der GefalRe des Emp-
fangergewebes (D) direkt identifiziert werden. MaRstab: A = 600 um; B = 320 pum; C, D = 160 pm.

Interessanterweise zeigte die Analyse der pravaskularisierten Scaffolds, welche aus den
GFP-transgenen Spendermausen isoliert wurden, dass nahezu alle Zellen dieses Gewe-
bes auch nach 14-tagiger Implantation in die Rickenhautkammer noch vom Spendertier
stammten und nicht durch Zellen des Empfangergewebes ersetzt wurden. Weder die
Endothelzellen der praformierten Blutgefal3e, noch multinukledre Riesenzellen, welche
sich an der Oberflache der PLGA-Stréange anlagerten, stammten vom Empfangertier. Dies
zeigt, dass das praformierte Gewebe innerhalb der Scaffolds seine Gewebeintegritat nach
Implantation in die Rickenhautkammer erhalten konnte und vollstandig in das Empfan-

gergewebe integriert wurde (Abbildung 31).
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Abbildung 31: Histologische und immunhistochemische Schnitte eines in situ pravaskularisierten Scaffolds
einer GFP-transgenen C57BL/6 Spendermaus an Tag 14 nach Implantation auf das quergestreifte Skelett-
muskelgewebe (Pfeilspitzen) einer C57BL/6 Wildtyp-Empféangermaus. A: HE-Farbung: Die Scaffoldstrange
(Sternchen) sind von Granulationsgewebe umgeben. Dieses weist ein dichtes Netzwerk mit groRR-kalibrigen
BlutgefdRen auf (Pfeile). B: Die immunhistochemische Detektion von GFP zeigt, dass nahezu alle Zellen des
Granulationsgewebes von der Spendermaus stammen und nicht Giber den Zeitverlauf durch das Einwachsen
von GFP-negativen Zellen des Empfangertieres ersetzt wurden. C und D: Detaildarstellung der immun-
histochemischen GFP-Detektion. Ein Querschnitt durch ein Gefal3 zeigt, dass auch die Endothelzellen (C,
Pfeil) Uber den Zeitverlauf von 14 Tagen nach Implantation nicht durch Zellen des Empféngertieres ersetzt
werden. Entsprechendes gilt auch fur die multinuklearen Riesenzellen an den PLGA-Strangen (D, Pfeil). Dies
zeigt, dass das praformierte Gewebe nach Implantation in die Rickenhautkammer seine Integritat behalt und
dass das praformierte GeféaRnetzwerk Uber Inoskulation mit der Mikrozirkulation des Empféangergewebes
reperfundiert wird. Mal3stab: A, B = 250 um; C, D = 40 ym.

Die Analyse des apoptotischen Zelltodes durch immunhistochemische Detektion von
cleaved Caspase-3-positiven Zellen innerhalb des Granulationsgewebes der pra-
vaskularisierten Scaffolds zeigte insbesondere innerhalb der ersten 6 Tage nach Implan-
tation eine Vielzahl apoptotischer Zellen (Abbildung 32). Im weiteren Verlauf reduzierte
sich die Anzahl apoptotischer Zellen deutlich. Dies zeigt, dass die Perfusion innerhalb der
Scaffolds wahrend der ersten Tage nach Implantation in die Rickenhautkammer noch
unzureichend war. Zu spateren Beobachtungszeitpunkten war die Perfusion ausreichend,

um ein Zelluberleben zu gewahrleisten.
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Abbildung 32: Immunhistochemische Detektion cleaved Caspase-3-positiver apoptotischer Zellen (Pfeile)
innerhalb des Granulationsgewebes eines in situ pravaskularisierten Scaffolds an den Tagen 3 (A), 6 (B), 10
(C) und 14 (D) nach Implantation in die Riuckenhautkammer. Insbesondere wéhrend der ersten 6 Tage nach
Scaffold-Implantation zeigen sich viele apoptotische Zellen, wahrend im weiteren Verlauf nur noch wenige zu
finden sind. Mal3stab: 45 pm.

6.3. Zusammenfassung der Ergebnisse

Zusammenfassend konnte im ersten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit gezeigt
werden, dass die Vaskularisierung von PLGA-Scaffolds durch Bioaktivierung mittels In-
korporation der pro-angiogenen Extrazellularmatrix Matrigel signifikant gesteigert werden
kann.

Im Aortic Ring Assay stimulierte GFCM die Ausbildung eines Netzwerkes gefaRartiger
Strukturen mit einer signifikant gesteigerten Sprossflache und -dichte im Vergleich zu
GFRM. In vivo verbesserte und beschleunigte die Inkorporation von GFCM in die
Scaffoldporen das Einwachsen neuer Blutgefal3e im Vergleich zu GFRM-Scaffolds und
Matrigel-freien Kontroll-Scaffolds. Die angiogene Reaktion des Empfangergewebes wéh-
rend der ersten Tage nach Implantation war bei beiden Matrigeltypen gegeniiber den
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Kontroll-Scaffolds sowohl im Randbereich als auch im Zentrum gesteigert. Die funktionelle
Kapillardichte am Tag 14 nach Implantation in die Rickenhautkammer war bei den
GFCM-Scaffolds sowohl im Randbereich als auch im Zentrum gegentuber den beiden an-
deren Gruppen signifikant erhoht.

Die Kombination aus PLGA-Scaffolds und Matrigel, welches in die Poren der Scaffolds
inkorporiert wurde, ist biokompatibel. Die Leukozyten-Endothelzell-Interaktion war in allen
drei Versuchsgruppen vergleichbar und es zeigten sich keine relevanten Unterschiede
Uber den Zeitverlauf.

Die histologischen Untersuchungen bestéatigten die intravitalmikroskopischen Ergebnisse.
Das Granulationsgewebe um die Scaffoldstrange wies bei den GFCM-Scaffolds im Ver-
gleich zu den beiden anderen Gruppen mehr BlutgefaRe auf. Die neugebildeten Gefalie
innerhalb der GFCM-Scaffolds waren bereits ausgereift, was durch den immun-

histochemischen Nachweis von Perizyten gezeigt werden konnte.

Im zweiten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit konnte demonstriert werden, dass
die Vaskularisierung implantierter PLGA-Scaffolds durch Inoskulation eines in situ prafor-
mierten mikrovaskularen Netzwerkes beschleunigt werden kann.

Die Analyse der fir 20 Tage in die Flanke von Spendertieren implantierten, pra-
vaskularisierten Scaffolds zeigte, dass sich in dieser Zeit ein komplettes, funktionelles
mikrovaskulares Netzwerk ausgebildet hatte. Nach Implantation in die Rickenhautkam-
mer kam es im Randbereich, aber vor allem im Zentrum der pravaskularisierten Scaffolds,
zu einer signifikant schnelleren Vaskularisierung verglichen mit den nicht
pravaskularisierten PLGA-Scaffolds der Kontrollgruppe. Dementsprechend war die funkti-
onelle Kapillardichte der pravaskularisierten Scaffolds gegenuber den Kontroll-Scaffolds
deutlich erhoht. Die beschleunigte und verbesserte Perfusion der in situ pré-
vaskularisierten Scaffolds war dadurch bedingt, dass das praformierte mikrovaskulare
Netzwerk durch Inoskulation mit den GefaRen der Empfangertiere reperfundiert wurde.
Zudem waren die praformierten BlutgefalRe im Zentrum der Scaffolds selbst Ausgangs-
punkte fur die Entwicklung neuer BlutgefalRe, was zu einer weiteren Steigerung der funkti-
onellen Kapillardichte im Zentrum der Implantate beitrug. Die Kontroll-Scaffolds wurden
dagegen ausschlie3lich durch Einwachsen neuer Blutgefalle aus dem Randbereich der
Scaffolds vaskularisiert, was eine deutlich langere Zeit bengtigte.

Durch Implantation pravaskularisierter Scaffolds, welche aus der Flanke von GFP-
transgenen Spendermausen stammen, konnte gezeigt werden, dass Gefale nicht nur

vom Empféngertier in die Scaffolds einwuchsen, sondern dass von den praformierten Ge-
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faken ausgehend neue Mikrogefalle aus dem Scaffold herauswuchsen und die
Anastomosierung der GefélRe des Spendergewebes mit denen des Empfangergewebes
auch aufRerhalb der Implantate stattfand. Dies bezeichnet man als externe Inoskulation.
Histologie und Immunhistochemie bewiesen, dass das praformierte Gewebe innerhalb der
Scaffolds nach Implantation in die Ruckenhautkammer seine Gewebeintegritat erhielt und
vollstéandig in das Empfangergewebe integriert wurde.
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/. DISKUSSION

7.1. Modell

Das Modell der Ruckenhautkammer wurde seit seiner Erstbeschreibung durch Algire
(1943) kontinuierlich weiterentwickelt. Es ist ein vielseitiges Modell zur Analyse der Mikro-
zirkulation unter physiologischen und pathologischen Bedingungen.

Die Implantation einer Rickenhautkammer kombiniert mit der Technik der intravitalen
Fluoreszenzmikroskopie ermdglicht es, die gesamte Mikrozirkulation des quergestreiften
Muskels in vivo zu analysieren (Lehr et al., 1993). Diese besteht aus Arteriolen, Kapilla-
ren, postkapillaren Venolen sowie Sammelvenolen. Ein weiterer wichtiger Vorteil des Mo-
dells ist die Moglichkeit, dass dynamische Prozesse (ber einen Zeitverlauf von 2-3 Wo-

chen wiederholt untersucht werden kdénnen (Endrich et al., 1980).

Durch die Méglichkeit, das Deckglas des Beobachtungsfensters der Kammer temporér zu
offnen, eignet sich die Ruckenhautkammer insbesondere fir Implantations- und Trans-
plantationsversuche. Entsprechend wurde das Modell in der Vergangenheit bereits ge-
nutzt, um den Prozess der Angiogenese nach Transplantation einer Vielzahl physiologi-
scher Gewebe (Menger et al., 2001; Vollmar et al., 2001; Langer et al., 2002) und Tumore
(Asaishi et al. 1981; Rupertus et al., 2009) zu untersuchen.

Neben Geweben kdnnen auch Biomaterialien, wie synthetische und biosynthetische Ge-
falBersatzmaterialien (Menger et al.,, 1992; Menger et al., 1990), azellulare Matrizes
(Laschke et al., 2007c; Rucker et al., 2008) und metallische Implantate (Kraft et al., 2000;
Kraft et al., 2005) mit dem Modell der Rickenhautkammer analysiert werden. Neben der
angiogenen Gefalireaktion ist hierbei die Untersuchung der Biokompatibilitdt der Implan-
tate durch qualitative und quantitative Analysen der Entzlindungsreaktion des Empfan-

gergewebes ein wichtiger Aspekt.

Die Pé&paration der Riickenhautkammer bei der Maus ist gegentiber der Praparation beim
Hamster manuell anspruchsvoller, da bei der Maus die einzelnen Gewebeschichten durch
vermehrte intermuskulare GefalRverbindungen schwieriger voneinander zu trennen sind.
Weiterhin sind die intravitalmikroskopischen Bilder beim Maus-Modell aufgrund geringerer
Transluzenz des Gewebes schlechter kontrastiert. Der wesentliche Vorteil der Maus als

Versuchstier besteht jedoch in der Verfligbarkeit zahlreicher, kommerziell erhaltlicher An-
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tikorper fir immunhistochemische Farbungen sowie der Existenz spezifischer knock-out-
und transgener Stamme. So waren ohne GFP-transgene Tiere wesentliche Fragestellun-
gen zur Inoskulation in der vorliegenden Arbeit nicht analysierbar gewesen (Laschke et
al., 2008).

7.2. Scaffold und Herstellungstechnik

Mit Hilfe des Modells der Riickenhautkammer wurden bereits verschiedene Biomaterialien
zur Frage ihrer Eignung als Scaffolds fur das Tissue Engineering untersucht (Druecke et
al., 2004; Rucker et al, 2008; Laschke et al., 2009).

Ein Biomaterial, welches wichtige Vorraussetzungen flr ein erfolgreiches
muskuloskelettales Tissue Engineering erflllt und bereits klinisch eingesetzt wird, ist das
Biopolymer PLGA. Die Vorteile in der Materialverarbeitung und Verfugbarkeit sowie die
steuerbare Biodegradierbarkeit des PLGAs sind seit langem bekannt (Agrawal et al.,
2001). PLGA weist weiterhin eine gute Biokompatibilitat auf (Riicker et al., 2006).

Bei den meisten Produktionsmethoden zur Herstellung von porésen Tragermaterialien,
wie beispielsweise der Gassattigungstechnik (Nam et al., 2000), der Flissiggief3technik
(Widmer et al., 1998), der Partikelauswaschtechnik (Mikos et al., 1994) oder der Faser-
bindungstechnik (Mikos et al., 1994), besteht ein groRer Nachteil darin, dass die Poren-
groRe sehr heterogen ist und nur naherungsweise durch einen Mittelwert angegeben wer-
den kann. Druecke et al. (2004) konnten jedoch zeigen, dass eine schnelle Neo-
vaskularisierung eines Scaffolds nach Implantation entscheidend von dessen Porengrolie
abhangt. So kann bei einer Porengré3e von 250-300 um eine optimale Vaskularisierung
erzielt werden. Fir die vorliegende Arbeit wurden Scaffolds mit einer Porengrdf3e von
~300 um produziert.

Im Gegensatz zu den bisher genannten Techniken kann bei Verwendung der in dieser
Arbeit angewendeten Rapid-Prototyping-Technik mit Hilfe eines 3D-Bioplotters die Poren-
groRe des PLGAs exakt eingestellt werden. Ein weiterer Vorteil der Methode des 3D-
Printings besteht darin, dass durch die computergestitzte Programmierung und freie Be-
weglichkeit der Verteilerspritze des Bioplotters in allen drei Raumebenen Scaffolds in je-
der dreidimensionalen Form hergestellt werden kénnen (Landers et al., 2002). Dies ist

insbesondere im Bereich der rekonstruktiven Chirurgie von klinischer Relevanz, da somit
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die Mdglichkeit besteht, groRere Gewebedefekte durch maf3geschneiderte Scaffolds op-

timal auszufillen.

7.3. Diskussion der Ergebnisse

7.3.1. Inkorporation von Matrigel in PLGA-Scaffolds

Eine schnelle und ausreichende Vaskularisierung implantierter Gewebekonstrukte ist es-
sentiell fur einen erfolgreichen Transfer von Tissue Engineering in die klinische Praxis
(Laschke et al., 2006). Aus diesem Grund wurde in der vorliegenden Arbeit untersucht, ob
Matrigel die Bildung neuer Blutgefal3e innerhalb implantierter PLGA-Scaffolds beschleuni-
gen kann. Dabei zeigte sich, dass die Inkorporation von GFCM in die Poren der Scaffolds
das Einwachsen neuer BlutgefaRe beschleunigt und zur Ausbildung eines reifen Gefaf-
netzwerkes mit einer gesteigerten funktionellen Kapillardichte im Vergleich zu Matrigel-

freien Kontroll-Scaffolds fuhrt.

Matrigel ist bei 4°C flussig und andert seine Konsistenz bei 37°C in die Form eines Gels.
Aus diesem Grund kann es einfach in die Poren von soliden Scaffoldmaterialien inkorpo-
riert werden. In den Poren agiert es dann als Tragermatrix flr angiogene Wachstumsfak-
toren. Neben Wachstumsfaktoren besteht Matrigel im Wesentlichen aus Proteinen der
Extrazellularmatrix und fordert somit Zelladh&sion, Migration sowie Proliferation und Diffe-
renzierung verschiedener Zellarten (Maxian et al., 1998; Kleinman et al., 2005).

Der wesentliche Vorteil von Matrigel ist, dass es eine Kombination verschiedener Wachs-
tumsfaktoren enthalt. Hierzu z&hlen nicht nur Wachstumsfaktoren, welche die
Angiogenese induzieren, wie VEGF (Yancopoulos et al., 2000), IGF-1 (Beckert et al.,
2006) und EGF (van Cruijsen et al., 2005), sondern auch Faktoren, welche die Reifung
der neugebildeten Gefalie unterstitzen, wie PDGF (Jain, 2003) und TGF-3 (Richardson
et al., 2001). Entsprechend zeigte sich in der vorliegenden Arbeit, dass die meisten Blut-
gefalRe des neugeformten Granulationsgewebes in der Umgebung implantierter GFCM-
Scaffolds im Gegensatz zu denen der Kontrolle und der GFRM-Gruppe von Perizyten
umgeben waren.

In diesem Zusammenhang zeigten Koike et al. (2004), dass ein Mangel an Perizyten eine
Regression neugebildeter Gefal3e induzieren kann und dass die Stabilitdt der GefalRe

wesentlich vom Reifegrad der Zellen abhangt, welche die GefalRwand umgeben.
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So berichten Benjamin et al. (1998), dass sich unreife Gefal3e zuriickbilden, sobald sie
einer Hyperoxie ausgesetzt sind. Allerdings kann VEGF-A diese Riickbildung verhindern
und unterstitzt das Uberleben und weitere Wachstum Perizyten-freier Gefake. Demzufol-
ge ist die Herstellung von langer bestehenden vaskularen Netzwerken insbesondere von
den angiogenen Faktoren VEGF und PDGF abhangig. Dies kann die Beobachtung erkla-
ren, dass die neugeformten GefaRnetzwerke der GFCM-Scaffolds an spéateren Beobach-
tungszeitpunkten im Vergleich zu den beiden anderen Versuchsgruppen eine signifikant

hohere funktionelle GefalRdichte aufwiesen.

Interessanterweise war in der vorliegenden Arbeit die Vaskularisierung der PLGA-
Scaffolds im Vergleich zur Kontrolle nicht nur in der GFCM-Gruppe, sondern auch in der
GFRM-Gruppe beschleunigt. Dies zeigt, dass im vorliegenden Modell schon relativ gerin-
ge Mengen an Wachstumsfaktoren in den Scaffolds in der Lage waren, Angiogenese in
der Ruckenhautkammer zu induzieren. Dementsprechend stimulierten auch beide
Matrigel-Typen das Aussprossen von tubularen Strukturen im Aortic Ring Assay. Aller-
dings zeigte sich bei GFRM-eingebetteten Ringen verglichen mit GFCM-eingebetteten
Ringen eine signifikant geringere Sprossdichte. Diese in vitro-Ergebnisse korrelieren folg-
lich sehr gut mit den Implantationsexperimenten. Somit ist der Aortic Ring Assay ein in
vitro-Assay, der die Angiogenese unter in vivo Bedingungen adaquat widerspiegelt (Auer-
bach et al., 2003). Dies beruht unter anderem auf der Tatsache, dass im Aortic Ring As-
say auch die perivaskularen nicht-endothelialen Wandzellen enthalten sind. Zusatzlich
sind die Endothelzellen der Aortenringe nicht vorselektiert und befinden sich zum Zeit-
punkt der Explantation nicht in einem proliferativen Zustand (Kleinman et al., 2005). Zu-
sammenfassend konnte der Aortic Ring Assay daher in zunkinftigen Studien dazu ver-
wendet werden, die Zusammensetzung angiogener Wachstumsfaktoren in Matrigel oder
anderen extrazellularen Matrizes zu optimieren, bevor diese in Scaffolds inkorporiert wer-
den, um somit die Vaskularisierung von Gewebekonstrukten weiter zu verbessern. Dies
ist durchaus notwendig, da in der vorliegenden Arbeit auch die GFCM-Scaffolds wahrend
der ersten Tage nach Implantation keine ausreichende Kapillarperfusion aufwiesen, um

ein optimales Uberleben von Zellen zu gewéhrleisten.

Zwischen den Tagen 6 und 14 nach Implantation der Scaffolds wurden punktfémige Ha-
morrhagien innerhalb des Granulationsgewebes in den Poren der GFCM und GFRM-
Scaffolds beobachtet. Diese Extravasation von Erythrozyten ist ein typisches Merkmal

friher Angiogenese. Angeregt durch die Stimulation mit VEGF beginnen die
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Endothelzellen der vorbestehenden BlutgefaRe ihre Basalmembran durch Freisetzung
von Metalloproteinasen zu zersetzen (Carmeliet, 2000). Die herabgesetzte Integritat der
Gefallwande fuhrt zum einen zu einem Austritt von Erythrozyten, welche makroskopisch
als Hamorrhagien sichtbar werden. Zum anderen erlaubt dies aktivierten Endothelzellen in
das umgebende Gewebe zu migrieren, was zur Ausbildung von Gefal3knospen und -
sprossen fihrt.

Das vermehrte Auftreten von Hamorrhagien in beiden Matrigel-Gruppen im Vergleich zur
Kontrolle ist wahrscheinlich durch erhéhte VEGF-Level in den Matrigel-Scaffolds bedingt.
Obwohl GFRM und GFCM nur relativ geringe Dosen VEGF enthalten (~1,25 und ~6,00
ng/ml), kann die effektive Gesamtkonzentration an VEGF in den implantierten Scaffolds
héher sein, weil die Wachstumsfaktoren IGF-1 und EGF zusatzlich die VEGF-Expression

steigern (Beckert et al., 2006; van Cruijsen et al., 2005).

Rucker et al. (2006) zeigten bereits, dass PLGA-Scaffolds nach Implantation in die RU-
ckenhautkammer eine gute Biokompatibilitat aufweisen, die mit isogenem Knochen ver-
gleichbar ist. In der vorliegenden Arbeit |6ste die zusatzliche Inkorporation von Matrigel in
PLGA-Scaffolds keine vermehrte Entziindungsreaktion im Empfangergewebe aus. Es
wurde eine physiologische Interaktion der Leukozyten mit dem Gefaliendothel bei kon-
stanten mikrohdmodynamischen Bedingungen beobachtet. Zusatzlich war bei den histo-
logischen Analysen keine erhdohte Anzahl CAE-positiver Leukozyten im Granulationsge-
webe der GFCM-Scaffolds im Vergleich zu den beiden anderen Gruppen nachweisbar.

Dies uberrascht, da in einer friheren Studie demonstriert werden konnte, dass PDGF
uber Chemotaxis Monozyten und neutrophile Granulozyen anlockt (Deuel et al., 1982).
Allerdings konnte die Migration von Neutrophilen in dieser Studie nur bei relativ hohen
Dosen nachgewiesen werden (~1 ng/ml). Das GFCM im vorliegenden in vivo-Versuch
wies lediglich eine Konzentration von ~12 pg/ml PDGF auf, was wahrscheinlich nicht aus-

reicht um diese Zellpopulation zu aktivieren.

Zusammenfassend konnte im ersten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit gezeigt
werden, dass das Einwachsen von Gefafien in poroése PLGA-Scaffolds durch Inkorporati-
on von GFCM verbessert wird, ohne deren Biokompatibilitat negativ zu beeintrachtigen.
Obwohl Matrigel aus entartetem Gewebe von Maussarkomen isoliert wird und somit nicht
vorbehaltlos klinisch eingesetzt werden kann, verdeutlicht dieser Versuch, dass die Kom-

bination aus pro-angiogenen Extrazellularmatrizes mit soliden Scaffold-Biomaterialien
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einen vielversprechenden neuen Ansatz zur Verbesserung der Vaskularisierung von Ge-

webe-konstrukten im Tissue Engineering darstellt.

7.3.2. Inoskulation pravaskularisierter Scaffolds

In diesem Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit konnte dargestellt werden, dass ein in
situ pra-formiertes und funktionsfahiges, mikrovaskuldres Netzwerk innerhalb eines im-
plantierten Scaffolds in der Lage ist, Querverbindungen zu den MikrogefaRen des Emp-
fangergewebes auszubilden. Dies fuhrt im Vergleich zu avaskularen Implantaten zu einer
deutlich beschleunigten und verbesserten Vaskularisierung und Blutperfusion.

Dementsprechend stellt die Herstellung eines dreidimensionalen Gewebekonstruktes mit
einem eigenen mikrovaskularen Netzwerk einen vielversprechenden Ansatz dar, um eine
frihe Blutversorgung fur die Zellen zu gewahrleisten, welche im Zentrum von Konstrukten

lokalisiert sind.

In der Vergangenheit konzentrierten sich die meisten Studien auf die Etablierung neuer
Strategien zur Verbesserung des Einwachsens neuer Blutgefaf3e durch Angiogenese aus
dem umliegenden Gewebe in implantierte Gewebekonstrukte (Laschke et al., 2006). Es
ist jedoch ersichtlich, dass die Stimulation der Angiogenese allein nicht gentigt, um eine
ausreichend schnelle Scaffold-Vaskularisierung zu erzielen. Dies liegt daran, dass der
Prozess der Angiogenese ein komplexer, mehrstufiger Vorgang ist, der durch eine koordi-
nierte Abfolge von verschiedenen humoralen und zellularen Interaktionen charakterisiert
ist (Risau, 1997; Carmeliet, 2000). Dabei stimulieren erhohte Konzentrationen angiogener
Wachstumsfaktoren das Gefallendothel dazu, seine Basalmembran durch Freisetzung
von Matrix-Metalloproteinasen zu zersetzen. Dies ist Vorraussetzung fir die darauffolgen-
de Migration einzelner Endothelzellen in das umgebende Interstitium, was zur Ausbildung
von Kapillarknospen und -sprossen fiihrt. Die Kapillarsprossen wachsen aufeinander zu,
verbinden sich und formen so perfundierte Blutgefal3netzwerke. Im letzten Schritt wird die
Wand der neuen MikrogeféalRe durch die Rekrutierung glatter Muskelzellen, Perizyten und
Fibroblasten sowie durch die Produktion von Bestandteilen der extrazellularen Matrix sta-
bilisiert. Die Abfolge dieser einzelnen Schritte benétigt Zeit. Dementsprechend sind erste
Zeichen von Angiogenese, wie zum Beispiel die Bildung von Kapillarsprossen, im Emp-
fangergewebe der Rickenhautkammer friihestens 2-3 Tagen nach Transplantation von
frisch isolierten Gewebetransplantaten (Menger et al., 2001; Vollmar et al., 2001; Laschke
et al.,, 2007a) oder Implantation von verschiedenen Biomaterialien (Ricker et al., 2008;

Laschke et al, 2005; Laschke et al., 2007c) sichtbar. Die komplette Vaskularisierung eines
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implantierten Scaffolds durch Angiogenese benétigt daher einen relativ langen Zeitraum.
Dies zeigt sich in der vorliegenden Arbeit anhand der Ergebnisse der Kontrollgruppe.

Eine Beschleunigung der Vaskularisierung implantierter Gewebekonstrukte kann durch
die Herstellung eines intrinsischen mikrovaskuléren Netzwerkes in vitro durch Besiedlung
von Scaffolds mit Endothelzellen erreicht werden (Tremblay et al., 2005; Choong, et al.,
2006; Unger et al., 2007). Alternativ kdnnen isolierte endotheliale Progenitorzellen ver-
wendet werden (Zhang et al., 2011). Wahrend der letzten Jahre konnte in einer Reihe
experimenteller in vivo-Studien gezeigt werden, dass diese Progenitorzellen in der Blut-
bahn zirkulieren. Sie kbnnen Angiogenese und Vaskulogenese an Orten kritischer Perfu-
sion und Hypoxie induzieren, wie beispielsweise beim Myokardinfarkt, Schlaganfall oder
der Extremitatenischamie (Asahara et al., 2004). Weiterhin wurde gezeigt, dass kultivierte
endotheliale Progenitorzellen in die fir BlutgefaRe wesentlichen Zelllinien, wie
Endothelzellen, Perizyten und glatte Muskelzellen, differenzieren kénnen (Yamashita et
al., 2000). Progenitorzellen haben im Gegensatz zu Endothelzellen den wesentlichen Vor-
teil, dass sie nicht immunogen sind und Uber eine héhere proliferative Kapazitat verfligen.
Weiterhin konnen sie in einer Menge und Qualitat isoliert werden, welche ausreichend
ware, um damit auch gréRRere Gewebekonstrukte zu besiedeln. Hierfir wurden in der Ver-
gangenheit eine Reihe von Besiedlungsmethoden fir dreidimensionale Scaffolds etabliert
(Burg et al., 2000; Wendt et al., 2003). Allerdings ist es nach wie vor schwierig, eine ho-
mogene Verteilung von Endothel- oder endothelialen Progenitorzellen in den Scaffolds zu
erreichen. AuRerdem flihrt die Besiedlung von Scaffolds mit diesen Zellen in vitro nicht

zwingend zur Ausbildung eines funktionellen mikrovaskularen Netzwerkes.

Alternativ kann ein mikrovaskulares Netzwerk in situ innerhalb eines Gewebekonstruktes
generiert werden, wie das Beispiel des arterioventsen Loop-Modells belegt (Kneser et al.,
2006; Lokmic et al., 2007; Morritt et al., 2007). Dieser Ansatz bietet den Vorteil, dass der
Korper selbst durch angiogene Prozesse ein neues mikrovaskulares Netzwerk ausbildet,
welches aus voll funktionsfahigen, perfundierten Mikrogefaf3en besteht.

Zur Generierung eines mikrovaskuldren Netzwerkes wurden in der vorliegenden Arbeit
Scaffolds in subkutane Taschen von isogenen Spendertieren implantiert, damit diese dort
prévaskularisieren konnten. Die Implantation dieser in situ pravaskularisierten Scaffolds in
die Ruckenhautkammer von Empfangertieren stellte dabei einen optimalen Ansatz dar,
um die Interaktion zwischen préaformierten Gefalen der Scaffolds mit denen des Empféan-

gertieres unter kontrollierten Bedingungen zu analysieren. Hierzu wurde die Technik der
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intravitalen Fluoreszenzmikroskopie mit Transplantationsexperimenten in GFP-trans-
genen Mause kombiniert. Dies ermoglichte es erstmalig, direkt Querverbindungen des
intrinsischen Gefalinetzwerkes der Scaffolds mit den MikrogefaRen des Empfangers zu
visualisieren. Interessanterweise konnte beobachtet werden, dass sowohl alle praformier-
ten Venolen als auch Arteriolen innerhalb der préavaskularisierten Scaffolds bis zum 14.
Tag reperfundiert waren.

Weiterhin zeigte die histologische Analyse der pravaskularisierten Scaffolds an Tag 14,
dass nahezu alle Zellen des Gewebes vom Spendertier stammen. Dies gilt auch fur die
Endothelzellen der praformierten BlutgefaRe, was beweist, dass sie Uber den Beobach-

tungszeitraum nicht durch Zellen des Empfangertieres ersetzt wurden.

Die praformierten Gefal3e Uberlebten wahrscheinlich durch Sauerstoffdiffusion aus den
GefalRen des umgebenden Empfangergewebes. Allerdings ist der Vorgang der Diffusion
auf eine Strecke von ~150-200 pum limitiert (Folkman et al., 1973). Die Nahrstoffversor-
gung uber Diffusion kann somit nur bei Zellen auf der Unterseite sowie im Randbereich
der Scaffolds erfolgt sein, nicht jedoch bei Zellen im Zentrum der implantierten Konstrukte.
Dort missen andere Mechanismen das Zelliberleben gesichert haben. Diesbezuglich
werden in der Literatur verschiedene Hypothesen diskutiert. Die Endothelzellen innerhalb
der pravaskularisierten Scaffolds konnten wahrend der ersten Tage nach Implantation
durch Apoptose zugrunde gegangen sein. Basalmembran und Perizyten kénnten aber
Uberlebt und als Leitschiene fur eine Reendothelialisierung gedient haben, wie es fur frei
transplantierte Langerhan’sche Inseln oder Hauttransplantate beschrieben wurde
(Lukinius et al., 1995; Demarchez et al., 1987). Das geschadigte Endothel kénnte sich so
nach Inoskulation und Reperfusion wieder regenerieren. Dies entsprache einer eher pas-
siven Funktion der praformierten Blutgefalle, die lediglich als Leitschiene dienen wirden.

Capla et al. (2006) zeigten, dass nach Hauttransplantation von Wildtyp- auf transgene
Mause im Randbereich der Transplantate eine Regression der Spendergefal3e stattfindet.
AnschlieRend folgt ein Einwachsen von Mikrogefal3en des Empfangertieres dem ischami-
schen Stimulus folgend entlang der vorbestehenden GeféafRkanédle in die Transplantate
hinein im Sinne eines Replacements. In zentraleren Regionen der Transplantate bilden
sich dann Querverbindungen zwischen den Spender- und Empfangergefal3en aus, wo-
durch nach 21 Tagen letztlich der komplette Blutfluss innerhalb der Transplantate wieder
hergestellt ist. Hierbei fand die Inoskulation also innerhalb der Transplantate statt, was

dem Mechanismus einer internen Inoskulation entsprache (Laschke et al., 2009).
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Bei den oben beschriebenen Revaskularisierungsprozessen haben die praformierten
BlutgefalRe des Spendergewebes eine passive Funktion. Im Rahmen der vorliegenden
Arbeit konnte jedoch gezeigt werden, dass das praformierte Gefal3netzwerk auch aktiv zur
Revaskularisierung beitragen kann. Durch Implantation von in situ pravaskularisierten
PLGA-Scaffolds GFP-transgener Mause in die Ruckenhautkammer von Wildtyp-
Empféangertieren wurde mittels intravitaler Fluoreszenzmikroskopie erstmalig visuell dar-
gestellt, dass GFP-positive Mikrogefal3e aus den Scaffolds heraus in Richtung des umge-
benden Empfangergewebes wuchsen. Es konnte beobachtet werden, dass sich aul3er-
halb der Scaffolds Querverbindungen zwischen GFP-positiven Blutgefafen und GFP-
negativen EmpfangergefaRen ausbildeten. Diese Beobachtung entspricht einer externen
Inoskulation.

Diese teils widersprichlichen Resultate verdeutlichen, dass die Rolle von praformierten
BlutgefalRen im Prozess der Vaskularisierung von Gewebekonstrukten noch nicht ganzlich
verstanden ist. Sicher ist jedoch, dass die praformierten GeféalRe mehr als nur eine Leit-
struktur fir das Einwachsen neuer Blutgefal3e darstellen. Unter bestimmten Bedingungen
koénnen sie auch der Ursprung neuer Blutgefal3e sein. Damit dies erfolgen kann, muss die
angiogene Aktivierung der praformierten mikrovaskuldren Netzwerke stark genug sein,
um die Bildung neuer Blutgefalle zu induzieren, bevor die Angiogenese von Seiten des
Empféangergewebes initiiert wird (Laschke et al., 2009). Hierbei sind viele Faktoren von
Bedeutung wie das Ausmal} der Gewebehypoxie in den Konstrukten, der Reifungsgrad
der praformierten Blutgefal3e sowie die Art und der Grad der Entziindungsreaktion des
Empféangergewebes auf die Implantate.

Neben dem Mechanismus der Inoskulation trugen die praformierten Blutgefale durch
Angiogenese zu einer weiteren Steigerung der funktionellen Kapillardichte innerhalb der
Scaffolds bei. So waren sie nach Implantation in die Riickenhautkammer Ursprung neuer
Gefalisprossen innerhalb der Scaffolds. Diese Beobachtung kann darauf zurtickgeftihrt
werden, dass die Zellen in dem praformierten Gewebe unmittelbar nach Implantation ei-
ner Hypoxie ausgesetzt waren, was zu einer HIF-1a (hypoxia-inducible factor-1a) gesteu-
erten Uberexpression und Freisetzung von pro-angiogenen Faktoren wie VEGF fiihrte
(Shi et al., 2004). Andererseits konnte der hohe Blutflul} innerhalb der reperfundierten
MikrogeféalRe Scherstress-induzierte Angiogenese stimuliert haben (Brown et al., 2003).

Obwohl im Rahmen dieser Arbeit gezeigt werden konnte, dass die Vaskularisierung von
Scaffolds durch in situ Generierung eines praformierten mikrovaskularen Netzwerkes sig-

nifikant gesteigert werden kann, beobachtete man die Reperfusion der praformierten Blut-
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gefalle nicht vor dem 3. bis 6. Tag nach Implantation. Wahrend dieser Zeitspanne stieg
die Zahl apoptotischer Zellen innerhalb des Granulationsgewebes um die Scaffold-
strénge. Dies weist darauf hin, dass die Zeitspanne fir die Ausbildung von Querverbin-
dungen zwischen den Gefal3netzwerken des Implantates und des Empfangergewebes
noch zu lang ist, um ein Uberleben aller Zellen innerhalb der Implantate zu garantieren.
Andererseits sind die praformierten Blutgefalie offensichtlich dazu in der Lage, diese initi-
ale Phase der Ischamie von drei Tagen trotz der fehlenden Perfusion zu tberleben.

Obwohl die Pravaskularisierung von Gewebekonstrukten beim Tissue Engineering einen
vielversprechenden Ansatz darstellt, die Blutversorgung der Konstrukte durch Inoskulation
zu beschleunigen, sind neue Strategien erforderlich, um diesen Prozess weiter zu opti-
mieren. Dies konnte beispielsweise durch die Induktion der Angiogenese innerhalb des
Empfangergewebes vor Implantation der Konstrukte erreicht werden. Hierdurch wirde
sich die Anzahl der aktivierten BlutgefdRe erhdhen, welche Gefalissprossen ausbilden,
um mit den Mikrogefalen des Implantats Querverbindungen einzugehen. Zu diesem
Zweck konnte das Empfangergewebe durch wiederholte Injektionen mit pro-angiogenen
Wachstumsfaktoren oder Einbringen von Wachstumsfaktor-enthaltenden Gelen, wie bei-
spielsweise aktiviertem Plattchen-reichem Plasma, vorbehandelt werden (Eppley et al.,
2006).

Alternativ kdnnte der Verlust an funktionsfahigen Zellen innerhalb der Gewebekonstrukte
durch Steigerung der ischdmischen Toleranz Uber verschiedene Prékonditionierungs-

strategien minimiert werden (Pasupathy et al., 2005).

Zusammenfassend konnte in diesem Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit gezeigt
werden, dass die Inoskulation eines in situ praformierten funktionsfahigen mikrovaskula-
ren Netzwerkes mit der Mikrozirkulation des Empfangergewebes einen vielversprechen-
den Ansatz darstellt, um die Vaskularisierung und Blutperfusion von Gewebekonstrukten

Zu verbessern.
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7.4. Ausblick

In der vorliegenden Arbeit werden zwei vielversprechende Ansétze beschrieben, welche
die Vaskularisierung von PLGA-Scaffolds fur das Tissue Engineering beschleunigen und

verbessern kénnen.

Im ersten Studienabschnitt konnte gezeigt werden, dass dies durch Inkorporation einer
pro-angiogenen Extrazellularmatrix in die Scaffoldsporen erreicht werden kann. Eine
Vaskularisierung durch Einwachsen von BlutgefaRen aus dem umliegenden Empfanger-
gewebe ist jedoch insbesondere bei groReren Gewebekonstrukten nicht ausreichend.
Eine mdgliche Alternative ist die Inkorporation einer pro-angiogenen Extrazellularmatrix,
welche zuvor mit Endothelzellen oder endothelialen Progenitorzellen angereichert wird.
Durch Kultivierung solcher Konstrukte ware es mdaglich, GefalRvorlaufer zu generieren.
Parallel hierzu konnten die Scaffolds bereits mit den spéater funktionstragenden Zellen
besiedelt werden, wie beispielsweise Osteoblasten beim muskuloskelettalen Tissue Engi-

neering.

Im zweiten Teil der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, wie schnell ein praformier-
tes, funktionelles mikrovaskulares Netzwerk innerhalb eines Scaffolds durch Inoskulation
mit den GefalRen des Empfangers nach Implantation reperfundiert werden kann. Trotz der
deutlich verbesserten und schnelleren Reperfusion beobachtete man jedoch auch hier
wahrend der ersten Tage nach Implantation vermehrt apoptotische Zellen in den Kon-
strukten. Dies ist bedingt durch den Nahrstoffmangel innerhalb des transplantierten Ge-
webes bis zur Reperfusion. Eine Strategie zur Verbesserung des Zelliiberlebens innerhalb
von Gewebekonstrukten ware eine Vorbehandlung des zu transplantierenden Gewebes
zur Toleranzsteigerung der Zellen gegenliber Sauerstoffmangel. Dies kdnnte beispielwei-
se durch ischamische Prakonditionierung (Pasupathy et al., 2005), Vorbehandlung durch
Hitzeschock (Rucker et al., 2005) oder Isofluran (Feng et al., 2011) erfolgen.

Ein anderer Ansatz ware es, die GefaRe im Empfangergewebe bereits einige Tage vor
der Implantation eines zellbesiedelten Scaffolds zu aktivieren, um sie so in eine prolifera-
tiven Zustand zu versetzen. Dies konnte durch die Applikation von Wachstumsfaktor-
enthaltenden Gelen erfolgen. Ein vielversprechendes Beispiel hierfur ist Plattchen-reiches
Plasma (Eppley et al., 2006). Dieses ist klinisch gut verfugbar und einfach aufzubereiten.
Mit handelsiblichen Sets kénnte den Patienten aus einer peripheren Vene Blut entnom-

men werden, um es anschlieBend durch Zentrifugation anzureichern (Arthrex-Autologous
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Conditioned Plasma®). Das entstehende Plattchen-reiche Plasma kdnnte dann an die
spatere Implantationstelle von Gewebekonstrukten appliziert werden.

Eine schnelle und ausreichende Perfusion ist insbesondere bei gréf3eren
Gewebekonstrukten fur einen erfolgreichen Transfer des Tissue Engineerings in die Klini-
sche Praxis essentiell. Nur so wird ein optimales Uberleben der Zellen innerhalb der
transplantierten Konstrukte gewahrleistet. Im Bereich der rekonstruktiven Chirurgie konn-
ten Gewebedefekte, beispielsweise am Knochen, durch eine Computertomografie exakt
erfasst und vermessen werden. Aus diesem Datensatz kénnte dann durch ensprechende
Techniken wie dem 3D-Bioplotting passgenau Scaffolds hergestellt werden. Die Scaffolds
kénnten anschlieRend mit Zellen besiedelt werden, welche in das gewilinschte Gewebe
differenzieren. Parallel dazu kdnnte ein mikrovaskulédres Netzwerk in vitro generiert wer-
den. Nach Vorbereitung des Empfangergewebes wirde dann in einem einmaligen chirur-

gischen Engriff die Implantation der Konstrukte erfolgen.

Das Tissue Engineering ist ein noch junges, interdisziplinares Feld, welches jedoch enor-
mes Potential besitzt. Bei Erfolg der oben beschriebenen Methoden wére der aktuell be-
stehende Mangel an adaquatem Ersatzgewebe behoben. Aufwendige Eingriffe zur Ge-
winnung des bendtigten Gewebes mit entsprechenden Komorbiditéaten, wie beispielsweise
ein Lappenhebedefekt in der plastischen Chirurgie oder die Entnahme eines trikortikalen
Beckenkammspanes in der orthopadisch-rekonstruktiven Chirurgie, waren somit zukunftig

vermeidbar.
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