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1. Zusammenfassung 

Das Ziel des Tissue Engineerings ist es, ein funktionsfähiges Ersatzgewebe zu 

generieren. Hierzu werden Zellen auf eine Trägermatrix (Scaffold) übertragen und 

anschließend in einen Gewebedefekt implantiert. Wesentlich für das Überleben eines 

solchen Gewebekonstrukts ist eine effiziente Blutversorgung, um eine ausreichende 

Versorgung mit Sauerstoff und Nährstoffen zu gewährleisten. Das Einwachsen von 

Blutgefäßen aus dem umliegenden Gewebe in das Implantat ist jedoch oftmals nicht 

ausreichend, um eine frühzeitige Durchblutung sicherzustellen. Aus diesem Grund 

wurde kürzlich eine neue Methode etabliert, bei der die Vaskularisierung von 

Scaffolds durch die Besiedlung mit Gefäßfragmenten aus Spenderfettgewebe 

deutlich verbessert werden kann. So verbinden sich die Gefäßfragmente schnell zu 

einem neuen Gefäßnetzwerk, welches mittels Inoskulation Anschluss an das Gefäß-

system des umliegenden Gewebes herstellt. 

 

Aufgrund des demographischen Wandels werden in Zukunft besonders ältere 

Menschen auf das Tissue Engineering angewiesen sein. Vor diesem Hintergrund 

wurde in der vorliegenden Arbeit erstmals untersucht, inwiefern die Fähigkeit 

isolierter Gefäßfragmente, neue Gefäßnetzwerke auszubilden, vom Alter des Fett-

gewebsspenders abhängig ist. Hierzu wurden aus dem Nebenhodenfettgewebe von 

8- bzw. 16- Monate alten C57BL/6-Spendermäusen Gefäßfragmente isoliert, auf 

Scaffolds übertragen und dann in die Rückenhautkammern von 3 - 4 Monate alten 

C57BL/6-Empfängermäusen implantiert. Die Vaskularisierung der Scaffolds wurde 

über einen Zeitraum von 14 Tagen mithilfe der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie, 

histologischen und immunhistochemischen Verfahren analysiert.  

 
Die vorliegende Untersuchung zeigt, dass Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten 

Spendermäusen eine signifikant niedrigere funktionelle Kapillardichte aufwiesen und 

schlechter perfundiert wurden als Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten 

Spendermäusen. Die neu gebildeten Gefäßnetzwerke innerhalb der Scaffolds mit 

Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen waren zudem schlechter ausgereift. 
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Weiterhin zeigte sich bei immunhistochemischer Detektion von CD31/α-smooth 

muscle actin (SMA)-positiven Blutgefäßen eine deutlich geringere Gefäßdichte in 

diesen Scaffolds. 

Hieraus lässt sich schließen, dass Gefäßfragmente alter Spendermäuse über ein 

reduziertes Vaskularisierungspotential im Vergleich zu Gefäßfragmenten adulter 

Spendermäuse verfügen. Das Alter der Fettgewebsspender hat dabei einen 

entscheidenden Einfluss auf die Ausreifung der Gefäßnetzwerke. 

 

Durch die Besiedlung von Scaffolds mit isolierten Gefäßfragmenten kann eine 

adäquate Blutperfusion im Inneren der Scaffolds erst nach 6 bis 10 Tagen erreicht 

werden. In einem zweiten Studienabschnitt wurde daher untersucht, ob die lokale 

Applikation des pro-angiogenen Faktors macrophage-activating lipopetide-2 (MALP-

2) das Einwachsen von Blutgefäßen in die Scaffolds beschleunigt und somit die 

frühzeitige Vaskularisierung der Scaffolds verbessert. Hierzu wurde das Deckglas 

der Rückenhautkammer 30 Minuten vor Implantation der Scaffolds entfernt und 

Vehikel oder MALP-2 lokal auf das Gewebe appliziert. Anschließend wurde die 

Vaskularisierung der Scaffolds und die leukozytäre Entzündungsreaktion über einen 

Zeitraum von 14 Tagen mithilfe der repetitiven intravitalen Fluoreszenzmikroskopie, 

histologischen und immunhistochemischen Verfahren analysiert. 

 
Die Anzahl adhärenter Leukozyten in Venolen der Rückenhautkammer war in der 

MALP-2-Gruppe in den ersten 3 Tagen nach Applikation signifikant erhöht. Zudem 

zeigte sich bei immunhistochemischer Detektion von CD31/SMA-positiven Blut-

gefäßen eine erhöhte Gefäßdichte im Gewebe um die Implantate. Im Gegensatz 

dazu war das Zentrum der Scaffolds in der MALP-2-Gruppe weniger stark 

vaskularisiert und wies eine geringere funktionelle Kapillardichte als in der Kontroll-

Gruppe auf. Dies war dadurch bedingt, dass MALP-2 in den perivaskulären Zellen 

und Endothelzellen der isolierten Gefäßfragmente Apoptose induzierte.  

Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass MALP-2 die angiogene Reaktion 

des Kammergewebes auf implantierte Scaffolds verbessert, aber die Ausreifung 

eines adäquaten Gefäßnetzwerkes in Gefäßfragment-besiedelten Implantaten 

verhindert. Die lokale Applikation von MALP-2 in Verbindung mit isolierten Gefäß-

fragmenten ist somit nicht für zukünftige klinische Anwendungen zu empfehlen. 
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2. Summary 

The aim of tissue engineering is the generation of functional tissue substitutes. For 

this purpose cells are seeded on a matrix (scaffold), which is subsequently implanted 

into a tissue defect. A major prerequisite for the survival of such a tissue construct is 

an efficient vascularization, which guarantees an adequate supply with oxygen and 

nutrients. However, the ingrowth of newly formed blood vessels from the surrounding 

tissue into the implant is often not sufficient enough to induce a rapid vascularization. 

Therefore, a new prevascularization approach has recently been introduced, seeding 

scaffolds with adipose tissue-derived microvascular fragments. These microvascular 

fragments rapidly reassemble into functional microvascular networks within the 

implants and develop interconnections to the host microvasculature. 

 

Elderly patients are the major future target population for tissue engineering 

applications due to an increasing human life expectancy. Therefore, the first aim of 

this thesis was to investigate whether aging of the donor influences the fragments’ 

vascularization capacity. To study this, microvascular fragments were isolated from 

the epididymal fat pads of adult (8 months) and aged (16 months) C57BL/6 donor 

mice. These fragments were seeded onto scaffolds, which were implanted into dorsal 

skinfold chambers of 3 - 4 month old C57BL/6 recipient mice. The vascularization of 

the scaffolds was analyzed by means of intravital fluorescence microscopy, histology 

and immunohistochemistry over an observation period of 14 days.  

 
Scaffolds seeded with the fragments from the aged donors exhibited a significantly 

lower functional microvessel density and an impaired blood perfusion when 

compared to scaffolds seeded with fragments from adult donors. This was associated 

with an impaired vessel maturation. The immunohistochemical detection of CD31/ α-

smooth muscle actin (SMA)-positive microvessels revealed a markedly decreased 

microvessel density in the tissue surrounding the implants. 

These findings indicate that microvascular fragments from aged donors exhibit a 

reduced vascularization capacity when compared to microvascular fragments from 
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adult donors. Thereby, the age of the fat donors crucially determines the maturation 

of the newly developing microvasculature.              

 

By seeding of scaffolds with microvascular fragments an adequate blood perfusion 

can only be observed after 6-10 days in the center of the implants. Therefore, the 

second aim of this thesis was to analyze whether a single application of the pro-

angiogenic factor macrophage-activating lipopetide-2 (MALP-2) at the implantation 

site may further accelerate the vascularization of the constructs. For this purpose, 

MALP-2 or vehicle (control) where locally applied on the exposed tissue 30 minutes 

before the implantation of the Scaffolds. The vascularization of the scaffolds and the 

inflammatory host tissue response were analyzed by means of intravital fluorescence 

microscopy, histology, and immunohistochemistry.  

 

MALP-2 chambers showed a significantly increased number of adherent leukocytes 

in venules during the first 3 days after application. Furthermore, the immunohisto-

chemical detection of CD31/SMA-positive microvessels revealed an increased micro-

vessel density in the tissue surrounding the implants. In contrast, the vascularization 

of the scaffolds` center was reduced, as indicated by a decreased microvessel 

density when compared to the control group. This was caused by the fact that MALP-

2 induced apoptotic cell death of the endothelial and perivascular cells in isolated 

microvascular fragments. 

In summary, these results show that the angiogenic host tissue response is improved 

by MALP-2 application. However, the vascularization capacity of microvascular 

fragments is impaired. Accordingly, the simultaneous use of MALP-2 and isolated 

microvascular fragments can not be recommended for future clinical applications. 
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3. Einleitung 

Die regenerative Medizin beschäftigt sich mit dem Ersatz oder der Wiederherstellung 

von Zell-, Gewebe- und Organfunktionen [Mao und Mooneya, 2015]. Eine der 

größten Herausforderungen der regenerativen Medizin ist die Herstellung eines 

Ersatzgewebes, das über eine gute Gewebeverträglichkeit und über möglichst 

identische physikalische und physiologische Eigenschaften wie das körpereigene 

Gewebe verfügt. Aufgrund der besseren Immunkompatibilität sollte bei der 

Generierung neuer Ersatzgewebe bevorzugt autologes Spendermaterial verwendet 

werden.  

 

3.1. Tissue Engineering 

Das Tissue Engineering ist ein Teilbereich der regenerativen Medizin, der sich primär 

mit der Herstellung geeigneter Ersatzgewebe beschäftigt. Das grundlegende Prinzip 

des Tissue Engineerings besteht darin, dem Patienten Zellen zu entnehmen und in 

vitro zu vermehren. Die Zellen werden anschließend auf eine dreidimensionale 

Trägermatrix, ein sogenanntes Scaffold, gesiedelt [Langer und Vacanti, 1993; Stoltz 

et al., 2006]. Das so entstandene Gewebekonstrukt kann schließlich in einen 

Gewebedefekt des Patienten implantiert werden.  
Das Tissue Engineering bietet in der klinischen Praxis bereits erste Möglichkeiten zur 

Behandlung von Hautdefekten, Knorpelschäden, Knochenfrakturen oder 

diabetischen Fußulzera [Mao und Mooneya, 2015]. Weiterhin gibt es neue Ansätze 

zur verbesserten Langzeitkultivierung insulinproduzierender Inselzellen, die zur 

Behandlung von TYP I Diabetes verwendet werden [Daoud et al., 2011]. Zur 

Behandlung von akuten Erkrankungen wie Myokardinfarkten besteht die Möglichkeit, 

Hydrogele in die Infarktzone zu injizieren. Die morphologischen und biochemischen 

Eigenschaften der injizierten Hydrogele können das Einwachsen von Zellen und das 

Remodeling des infarzierten Gewebes verbessern [Johnson und Christman, 2013]. 

Zusätzlich können Scaffolds auch mit Stammzellen oder Wachstumsfaktoren 
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bioaktiviert werden, um die Funktion der Herzmuskelzellen wieder herzustellen 

[Wang und Guan, 2010]. 

 

3.2. Scaffolds 

Scaffolds werden als dreidimensionale Trägermatrices zur Herstellung von Gewebe-

konstrukten verwendet. Diese können aus natürlichen Materialien wie Kollagen 

[Freyman et al., 2001] oder Alginat [Marijnissen et al., 2002], aber auch aus 

synthetischen Materialien wie Polylactic-co-Glycolid (PLGA) [Druecke et al., 2004], 

Hydrogelen [Holland et al., 2005], Keramiken und Metallen [Ducheyne und Qiu, 

1999; Mastrogiacomo et al., 2005] hergestellt werden.  

Scaffolds sind die struktur- und formgebenden Elemente von Gewebekonstrukten 

und gleichzeitig für deren mechanische Eigenschaften wie Härte oder Elastizität 

verantwortlich. Durch ihre Oberflächenbeschaffenheit können Scaffolds die darauf 

besiedelten Zellen zum Proliferieren und Differenzieren anregen [Ghasemi-

Mobarakeh et al., 2015]. Die Dreidimensionalität und Porosität der Scaffolds bieten 

den Zellen zudem die Möglichkeit, diese zu infiltrieren [Chan und Leong, 2008]. 

Idealerweise sind Scaffolds vom Empfängerorganismus abbaubar und können 

dauerhaft durch autologes Gewebe ersetzt werden [Agrawal und Ray, 2001]. 

Außerdem gibt es die Möglichkeit, Scaffolds als Trägermatrices für verschiedene 

Wachstumsfaktoren zu nutzen [Bose und Tarafder, 2012; Vo et al., 2012]. 

Die zur Herstellung von Scaffolds verwendeten Methoden haben einen großen 

Einfluss auf die chemischen und physikalischen Eigenschaften von Gewebe-

konstrukten und somit auch auf deren Anwendungsbereich. Die Größe der Poren 

innerhalb der Scaffolds ist dabei ein entscheidender Faktor für das Einwachsen 

neuer Blutgefäße in das Ersatzgewebe [Druecke et al., 2004]. Unterscheidet sich die 

Größe benachbarter Poren beispielsweise signifikant in ihrem Durchmesser, 

erschwert dies das Einwachsen neuer Blutgefäße [Temenoff und Mikos, 2000]. Um 

eine gleichmäßige Porengröße sicherzustellen, wurde in dieser Arbeit die Salz-

Auswasch-Umkehr-Methode zur Herstellung von Scaffolds verwendet [Gorna und 

Gogolewski, 2006; Boissard et al., 2009]. Die so angefertigten Hydroxylapatit-

Nanopartikel-beschichteten Poly(Esther-Urethan)-Scaffolds (nHA/PU-Scaffolds) 

hatten eine Porengröße von 220 µm bei einer Porosität von 90 %. In früheren 
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Studien konnte bereits gezeigt werden, dass diese Materialeigenschaften das 

Einwachsen von Gefäßen und Granulationsgewebe aus dem umliegenden Gewebe 

in die Scaffolds fördert [Druecke et al., 2004; Laschke et al., 2010a; Laschke et al., 

2011]. Zusätzlich verfügen nHA/PU-Scaffolds über eine ausgezeichnete in vivo 

Biokompatibilität [Laschke et al., 2010b]. 

 

3.3. Vaskularisierung im Tissue Engineering 

Eine effiziente Vaskularisierung ist für das Überleben und den Funktionserhalt 

implantierter Gewebekonstrukte unerlässlich [Novosel et al., 2011; Auger et al., 

2013; Rouwkema und Khademhosseini, 2016]. Metabolisch weniger anspruchsvolle 

Gewebe, wie Knorpel, oder sehr dünne Gewebekonstrukte, wie Haut, können per 

Sauerstoffdiffusion versorgt werden. Da dies jedoch nur auf Zellen mit einem 

maximalen Abstand von 200 µm zum nächsten Blutgefäß zutrifft [Folkman und 

Hochberg, 1973; Colton, 1995], ist Diffusion alleine nicht zur Versorgung größerer 

dreidimensionaler Gewebekonstrukte, wie z.B. Knochenersatzgewebe, geeignet. 

Größere Gewebekonstrukte sind auf die Ausbildung eigener mikrovaskulärer Gefäß-

netzwerke angewiesen [Santos und Reis, 2010; Auger et al., 2013]. Aufgrund der 

Entwicklung und Herstellung von immer größeren und komplexeren Gewebe-

konstrukten bedarf es damit auch neuer, effizienter und klinisch anwendbarer 

Vaskularisierungsstrategien.    

Bei dem Versuch, die Vaskularisierung implantierter Scaffolds zu verbessern, werden 

grundsätzlich zwei unterschiedliche Ansätze verfolgt. Einerseits wird die 

Vaskularisierung von Implantaten durch die Stimulation der Angiogenese verbessert, 

d.h. durch das Einwachsen von Blutgefäßen aus dem Empfängergewebe [Laschke et 

al., 2006a]. Beim zweiten Ansatz muss lediglich ein im Inneren des Scaffolds 

präformiertes Gefäßnetzwerk eine Verbindung zu den Gefäßen des umliegenden 

Gewebes herstellen, was man auch als Inoskulation bezeichnet [Laschke et al., 

2009a].  
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3.3.1. Vaskularisierung durch Angiogenese 

Als Angiogenese bezeichnet man den Prozess, bei dem neue Gefäße aus bereits 

bestehenden Blutgefäßen entstehen [Laschke et al., 2006a]. Daran sind sowohl 

humorale als auch zelluläre Mechanismen beteiligt [Risau, 1997; Carmeliet, 2000]. 

Blutgefäße werden durch pro-angiogene Wachstumsfaktoren zur Angiogenese 

angeregt. Freigesetzte Matrix-Metalloproteinasen (MMP) lösen die umliegende 

Basalmembran der Gefäße enzymatisch und machen sie dadurch für Endothelzellen 

durchgängig. Die Migration dieser Zellen in das Interstitium führt zur Bildung von 

Gefäßsprossen. Die stetige Proliferation der Endothelzellen bewirkt, dass die Gefäß-

sprossen zu neuen Gefäßen heranwachsen. Zur Stabilisierung der neuen 

Gefäßwand ist ein komplexes Stützgewebe nötig. Dieses wird unter Beteiligung 

verschiedener Zellen, wie glatter Muskelzellen, Perizyten und Fibroblasten, 

ausgebildet. Zur weiteren Ausreifung des neu gebildeten Gefäßes muss zusätzlich 

extrazelluläres Bindegewebe produziert werden. Dies wird durch die Freisetzung 

bestimmter Zytokine und Wachstumsfaktoren induziert und gesteuert [Patan, 2004]. 

Es gibt verschiedene Möglichkeiten, die Vaskularisierung implantierter Scaffolds 

mittels Angiogenese zu verbessern. Um das Einwachsen von Blutgefäßen zu 

beschleunigen, kann beispielsweise die chemische Zusammensetzung [Butler und 

Sefton, 2007; Rücker et al., 2008; Martin et al., 2010], die Architektur [Druecke et al., 

2004; Mehdizadeh et al., 2015] oder die Oberflächenbeschaffenheit [Griffin et al., 

2016] von Scaffolds modifiziert werden. Eine weitere Strategie zur Stimulation der 

Angiogenese ist die Applikation von Wachstumsfaktoren. Hierbei können Scaffolds 

selbst als Trägermatrices genutzt werden [Nillesen et al., 2007; Bose und Tarafder, 

2012; Vo et al., 2012] oder eine topische Applikation von Wachstumsfaktoren an der 

Defektstelle erfolgen [Laschke et al., 2014a]. 

Bei der Vaskularisierung von dicken und metabolisch anspruchsvollen Gewebe-

konstrukten ist das alleinige Einwachsen von Blutgefäßen in die Scaffolds nicht 

ausreichend, um eine schnelle und effiziente Blutversorgung innerhalb der ersten 

Tage zu gewährleisten [Auger et al., 2013]. Dies liegt einerseits an der langsamen 

Wachstumsgeschwindigkeit neuer Blutgefäße von nur 5 µm pro Stunde [Zarem, 

1969; Orr et al., 2003] und andererseits an der limitierten Diffusionsstrecke für 

Sauerstoff von maximal 200 µm [Folkman und Hochberg, 1973; Colton, 1995]. Es 
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bedarf somit neuer, innovativer Methoden, um die Vaskularisierung von Scaffolds zu 

beschleunigen. 

  

3.3.2. Vaskularisierung durch Inoskulation 

Zur Vaskularisierung dicker und metabolisch anspruchsvoller Ersatzgewebe ist die 

Inoskulation eine vielversprechende Alternative zur Angiogenese [Laschke und 

Menger, 2012a]. Bei der Inoskulation muss lediglich ein im Inneren der Scaffolds 

präformiertes Gefäßnetzwerk mit den Gefäßen des umliegenden Gewebes 

anastomosieren [Tremblay et al. 2005; Laschke et al., 2008]. Die Herstellung eines 

präformierten Gefäßnetzwerkes wird auch als Prävaskularisierung bezeichnet 

[Laschke et al., 2009a]. Hierfür werden verschiedene Ansätze verfolgt. Die 

Prävaskularisierung kann durch die Besiedlung von Scaffolds mit Stammzellen oder 

Endothelzellen in vitro erfolgen [Koike et al., 2004; Dong et al., 2011]. Zur in situ 

Prävaskularisierung können Scaffolds in ein vaskularisiertes Gewebe implantiert 

werden, wo sich durch das Einwachsen von Blutgefäßen ein neues Gefäßnetzwerk 

innerhalb der Scaffolds ausbildet [Soltysiak und Saxena, 2009; Kokemueller et al., 

2010]. Im nächsten Schritt werden die prävaskularisierten Scaffolds explantiert und in 

den eigentlichen Gewebedefekt transferiert. Bei einer weiteren Methode wird durch 

das Anlegen einer arterio-venösen Gefäßschleife eine in situ Prävaskularisierung der 

Scaffolds erzielt [Ren et al., 2008]. Dabei wird eine Vene und Arterie zu einer 

Gefäßschleife anastomosiert, die um ein Scaffold in einer implantierten Kammer 

gelegt wird. Die hohen Scherkräfte in der durchbluteten Gefäßschleife induzieren 

neue Gefäße, die in das Scaffold einwachsen.  

Die beschriebenen Methoden zur in vitro und in situ Prävaskularisierung von 

Scaffolds gehen jedoch mit einem sehr hohen Zeitaufwand, teils sehr komplexen 

Zellkulturtechniken oder mehrfachen operativen Eingriffen einher. Eine mögliche 

Lösung des Problems ist die Besiedlung von Scaffolds mit Gefäßfragmenten vor der 

Implantation in einen Gewebedefekt [Hiscox et al., 2008; Laschke et al., 2012b; Pilia 

et al., 2014]. Hierzu werden aus Fettgewebe mikrovaskuläre Fragmente isoliert und 

auf Scaffolds gesiedelt, die sich dort zu einem neuen Gefäßnetzwerk zusammen-

schließen. Über Inoskulation findet dieses neue Gefäßnetzwerk dann auch An-

schluss an das Gefäßsystem des umliegenden Gewebes, wodurch eine frühe Blut-

perfusion erzielt wird [Laschke et al., 2012b].  
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3.4. Mikrovaskuläre Fragmente aus Fettgewebe 

Mikrovaskuläre Fragmente können innerhalb kürzester Zeit und in großer Anzahl 

mittels enzymatischer Verdauung aus Fettgewebe isoliert werden [Hoying et al., 

1996; Shepherd et al., 2004; Nunes et al., 2010a]. Die gewonnenen arteriellen, 

kapillären und venösen Segmente besitzen eine typische Gefäßmorphologie, 

bestehend aus Endothelzellen, die das Lumen der Gefäße auskleiden, und aus 

perivaskulären Zellen, welche die Endothelzellen umgeben. Die isolierten Gefäß-

fragmente enthalten zudem mesenchymale Stammzellen (MSCs) und endotheliale 

Progenitorzellen (EPCs) [Laschke et al., 2012b; McDaniel et al., 2014]. Weiterhin 

konnte gezeigt werden, dass aus den Gefäßfragmenten Wachstumsfaktoren, wie 

vascular endothelial growth factor (VEGF) und basic fibroblast growth factor (bFGF), 

freigesetzt werden [Laschke et al., 2012b; Pilia et al., 2014]. Zur Anwendung in vivo 

mit dem Ziel der Verbesserung der Vaskularisierung werden die isolierten Gefäß-

fragmente auf ein Scaffold gesiedelt und anschließend in einen Gewebedefekt 

implantiert. Die Gefäßfragmente schließen sich dann zu einem neuen Gefäßnetz-

werk zusammen, welches mittels Inoskulation Anschluss an das Gefäßsystem des 

umliegenden Gewebes herstellt. 

Durch die einfache und schnelle Gewinnung von Fettgewebe via Liposuktion ist 

diese Methode zur Vaskularisierung von Ersatzgeweben auch gut zur klinischen 

Anwendung geeignet und könnte intraoperativ durchgeführt werden. Das Patienten-

kollektiv, das von einer solchen Methode profitieren könnte, ist jedoch sehr 

heterogen auf alle Altersschichten verteilt. Aufgrund des demographischen Wandels 

werden zukünftig vor allem ältere Patienten auf Tissue Engineering-Verfahren 

angewiesen sein [Choudhery et al., 2014]. Es stellt sich somit die Frage, ob das Alter 

des Fettgewebsspenders Auswirkungen auf das Vaskularisierungspotential isolierter 

Gefäßfragmente hat. In der vorliegenden Arbeit wurden daher Gefäßfragmente aus 

adulten (8 Monate) und alten (16 Monate) C57BL/6 Spendermäusen isoliert, auf 

Scaffolds gesiedelt und anschließend in 3 - 4 Monate alte C57BL/6 Empfängermäuse 

implantiert. Mit diesen Untersuchungen sollte das Vaskularisierungspotential dieser 

Gefäßfragmente in vivo analysiert werden.  
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3.5. Vaskularisierung von Scaffolds mit macrophage- 

activating lipopeptide-2 (MALP-2) 
 

In Vorarbeiten konnten Laschke et al. (2012b) zeigen, dass mit Gefäßfragmenten 

besiedelte Scaffolds besser vaskularisiert und perfundiert werden als unbesiedelte 

Kontroll-Scaffolds. Allerdings wird mit dieser Methode eine effiziente 

Vaskularisierung auch erst nach 6 - 10 Tagen erzielt. Es bedarf somit neuer 

Strategien, um die Blutperfusion Gefäßfragment-besiedelter Scaffolds noch weiter zu 

beschleunigen. Ein möglicher Ansatz könnte sein, über Stimulation das Einwachsen 

von Blutgefäßen in die Scaffolds und das Zusammenwachsen der Gefäßfragmente 

zu einem Gefäßnetzwerk zu beschleunigen und somit eine schnellere Perfusion der 

Scaffolds zu erreichen. In diesem Zusammenhang konnte bereits gezeigt werden, 

dass die lokale Applikation des pro-angiogenen Faktors MALP-2 das frühe 

Einwachsen von Blutgefäßen in poröse Polyethylen- Scaffolds (Medpor®) fördert 

[Laschke et al., 2014a].   

MALP-2 wurde ursprünglich aus Mycoplasma species isoliert [Mühlradt et al., 1997] 

und wurde bereits in einer Vielzahl von Studien zu Wundheilung [Deiters et al., 2004; 

Cole et al., 2007; Grote et al., 2010], Sepsis und Infektionen [Kerber-Momot et al., 

2010; Zeckey et al., 2010], Adjuvantien [Rharbaoui et al., 2002; Cataldi et al., 2008] 

und Tumorwachstum [Shingu et al., 2003; Schneider et al., 2004] analysiert. MALP-2 

ist ein potenter Stimulator der Immunreaktion mit einem direkten toll-like Rezeptor 

(TLR) 2/6 vermittelten pro-angiogenen Effekt [Grote et al., 2010], wobei MALP-2-

exponierte Endothelzellen zur Proliferation, Migration und Gefäßneubildung angeregt 

werden. MALP-2 fördert zudem über den granulocyte macrophage colony-stimulating 

factor (GM-CSF) [Grote et al., 2010] die Reendothelialisierung von Gefäßen nach 

Verletzungen [Grote et al., 2013a]. Zusätzlich sezernieren MSCs nach MALP-2 

Applikation hohe Konzentrationen angiogener Wachstumsfaktoren wie VEGF [Grote 

et al., 2013b], was zu einer parakrinen Stimulation der Angiogenese führt. Durch den 

pro-angiogenen Effekt von MALP-2 konnte die Wundheilung in diabetischen Mäusen 

verbessert werden [Deiters et al., 2004]. In der Wundheilung wurde MALP-2 nicht nur 

in tierexperimentellen Studien untersucht. Vielmehr konnte auch in klinischen Phase I 

und Phase II Studien nachgewiesen werden, dass MALP-2 die lokale Wundheilung 
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fördert, ohne dabei systemische Nebenwirkungen zu verursachen [Niebuhr et al., 

2008].  

Daher wurde in einem zweiten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit untersucht, 

ob die Applikation von MALP-2 auch die Vaskularisierung Gefäßfragment-besiedelter 

Scaffolds verbessert. Hierzu wurde MALP-2 30 Minuten vor Implantation der 

besiedelten Scaffolds lokal auf das Gewebe der Rückenhautkammer appliziert. Die 

leukozytäre Entzündungsreaktion in den Venolen der Rückenhautkammer, die 

Vaskularisierung der Scaffolds und der Effekt von MALP-2 auf die isolierten 

Gefäßfragmente wurden mithilfe der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie sowie 

histologischen und immunhistochemischen Methoden untersucht. 
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4. Ziele der Studie 

In einem ersten Studienabschnitt wurde das Vaskularisierungspotential isolierter 

Gefäßfragmente aus unterschiedlich alten Fettgewebsspendern untersucht. Dabei 

wurde auf die folgenden Fragen näher eingegangen: 
 

1. Ist das Vaskularisierungspotential isolierter Gefäßfragmente durch hohes 

Alter des Fettgewebsspenders reduziert? 

 

2. Ist die Anzahl von MSC´s und EPC´s in isolierten Gefäßfragmenten aus 

alten Fettgewebsspendern reduziert? 

 

3. Induziert Hypoxie bei isolierten Gefäßfragmenten aus alten Fettgewebs-

spendern vermehrt apoptotischen Zelltod? 

 
 

 

Das Ziel des zweiten Studienabschnitts war die Entwicklung einer einfachen, klinisch 

anwendbaren Methode zur Verbesserung der Vaskularisierung von Gefäßfragment-

besiedelten Scaffolds. Dabei wurde auf die folgenden Fragen näher eingegangen: 
 

4. Bewirkt die lokale Applikation von MALP-2 eine Stimulation der 

Leukozyten-Endothelzell-Interaktion in den Venolen der Rücken-

hautkammer? 

 

5. Kann die Vaskularisierung implantierter Scaffolds durch die lokale 

Applikation von MALP-2 in vivo verbessert werden? 

 

6. Fördert MALP-2 das angiogene Potential isolierter Gefäßfragmente? 
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5. Material und Methodik 

5.1. Versuchstiere 

Sämtliche Tierversuche wurden vom Landesamt des Saarlandes für Verbraucher-

schutz in Saarbrücken genehmigt und unter Berücksichtigung der NIH-Richtlinien 

durchgeführt [NIH Publications #85 - 23 Rev., 1985]. Alle Tiere wurden in Einzel-

käfigen bei 12-stündigem Tag/Nachtrhythmus in einem klimatisierten Raum gehalten 

und hatten zu jedem Zeitpunkt Zugang zu Wasser und Standardlaborfutter (Altromin, 

Lage, Deutschland). Zur Isolierung der Gefäßfragmente dienten C57BL/6 Spender-

mäuse (Institut für Klinisch-Experimentelle Chirurgie, Universität des Saarlandes, 

Homburg/Saar, Deutschland). Die Gefäßfragmente wurden anschließend auf 

Scaffolds gesiedelt und in Rückenhautkammern implantiert. Die Rückenhaut-

kammern wurden 48 Stunden zuvor in 3 - 4 Monate alte C57BL/6 Mäuse mit einem 

Gewicht von 22 - 26 g implantiert.  

 

5.2. Generierung prävaskularisierter Scaffolds  

5.2.1. Herstellung der Scaffolds 

Die in den Versuchen verwendeten nHA/PU-Scaffolds, welche für das Knochen-

Tissue Engineering entwickelt wurden, stammten aus dem AO Research Institut in 

Davos, Schweiz. Die Scaffolds wurden mit der sogenannten Salz-Auswasch-Umkehr-

Methode hergestellt [Gorna und Gogolewski, 2006; Boissard et al., 2009]. Dabei 

werden Salzkristalle mit einer organischen Polymerlösung aus Hydroxylapatit-

Nanopartikeln und Polyurethanen für 24 Stunden mechanisch vermengt. 

Anschließend wird der Lösung das Lösungsmittel entzogen, wodurch ein Gemisch 

aus festem Polymer und Salzkristallen entsteht. Im letzten Schritt muss lediglich das 

Salz aus den Poren der Scaffolds ausgewaschen werden. Die Porengröße kann 

durch die Menge und Größe der zuvor beigemischten Salzkristalle beeinflusst 

werden. In dieser Studie wurden Scaffolds mit einer 90 ± 2 %-igen Porosität, einer 
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mittleren Porengröße von 200 ± 16 µm und einer mittleren Wandstärke von 31 ± 14 

µm verwendet [Laschke et al., 2010b]. Bevor die Scaffolds in die Rückenhaut-

kammern implantiert werden konnten, wurden sie auf eine Größe von ~3 x 3 x 1 mm 

zugeschnitten und steril verpackt. 

 

5.2.2. Isolierung der Gefäßfragmente 

Die Gefäßfragmente wurden aus dem epididymalen Fettgewebe von C57BL/6 

Spendermäusen isoliert. Im ersten Studienabschnitt wurden Tiere mit einem 

durchschnittlichen Alter von 16 Monaten und einem Gewicht von > 34 g als alte 

Spendermäuse verwendet. Die adulten Spendermäuse hatten ein Alter von 8 

Monaten und ein Gewicht von < 34 g (Abbildung 1). Im zweiten Studienabschnitt 

wurden ausschließlich Spendermäuse mit einem durchschnittlichen Alter von 8 

Monaten und einem Gewicht von < 34 g verwendet. 

 

 
 

Abbildung 1. (A, B) Alter (Monate) (A) und Gewicht (g) (B) adulter (weiße Balken, n = 8) und alter 

(schwarze Balken, n = 8) C57BL/6 Spendermäuse  zur Isolierung von Gefäßfragmenten aus 

epididymalem Fettgewebe in Studienabschnitt 1. Mittelwert ± SEM. *p < 0,05 vs. adulte Spender-

mäuse. 

 

Die Spendermäuse wurden mittels intraperitonealer Injektion einer Narkoselösung 

bestehend aus Ketaminhydrochlorid (75 mg/kg Ketavet®; Pharmacia GmbH, Berlin, 

Deutschland) und Xylazinhydrochlorid (15 mg/kg Rompun®; Bayer, Leverkusen, 

Deutschland) anästhesiert. Anschließend wurde die Bauchhaut mit einem Rasierer 
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(Elektra II GH 204; Aesculap, Tuttlingen, Deutschland) enthaart und mit einer 

Desinfektionslösung mit 70 %-igem Ethanol (Softasept® N; Braun, Melsungen, 

Deutschland) gereinigt. Über eine mediane Laparotomie wurde der Bauchraum der 

Spendermäuse eröffnet. Im nächsten Schritt wurden die epididymalen Fettpolster 

entnommen (Abbildung 2A), in Phosphat gepufferter Salzlösung (PBS) gewaschen 

und in eine Petrischale (Greiner Bio-One, Frickenhausen, Deutschland) mit 10 % 

Dulbecco’s modified Eagle Medium (DMEM; 100 U/ml Penicillin, 0,1 mg/ml 

Streptomycin; PAA, Cölbe, Deutschland) transferiert. Zur Isolierung der Gefäß-

fragmente (Abbildung 2 B) wurden die Fettpolster erneut dreimal in PBS gewaschen 

und mit einer Mikroschere mechanisch zerkleinert. Anschließend wurde der Fettanteil 

durch enzymatische Digestion mit Kollagenase NB4G (0,5 U/ml; Serva, Heidelberg, 

Deutschland) unter starkem Rühren für 5 - 10 Minuten bei 37°C und 5 % CO2 von 

den Gefäßen abgetrennt. Die Kollagenase wurde daraufhin mit PBS + 20 % fötalem 

Kälber-Serum (FKS; PAA) neutralisiert und für 5 - 7 Minuten inkubiert, bevor der 

Fettüberstand entnommen werden konnte. Um zu gewährleisten, dass am Ende der 

Isolierung möglichst nur Gefäßfragmente in der Suspension zurückblieben, wurden 

die Inkubation und die Entnahme des Fettüberstandes mehrmals wiederholt. Nach 

milder Zentrifugation der Suspension für 10 Minuten bei 40 x g wurden die Gefäß-

fragmente, die sich am Boden des 1,5 ml Reaktionsgefäßes (Roth, Karlsruhe, 

Deutschland) abgesetzt hatten, in PBS + 20 % FKS resuspendiert, um deren 

Verklumpung zu verhindern. Die Anzahl der Gefäßfragmente, die aus einer Spender-

maus isoliert wurden, konnte direkt nach der Isolierung mithilfe eines Leica 

Mikroskops mit Digitalkamera (Leica DM IL; Leica Microsystems, Wetzlar, 

Deutschland) und einem computerassistierten Analysesystem (Leica Application 

Suite 4.8; Leica Microsystems) bestimmt werden.  

 

5.2.3. Besiedlung der Scaffolds 

Direkt nach der Isolierung wurden die Gefäßfragmente auf nHA/PU Scaffolds 

gesiedelt. Dazu wurden die Scaffolds mithilfe eines speziell angepassten Gummi-

rings in 1 ml-Spritzen (BD Plastipak; BD Biosciences, Heidelberg, Deutschland) 

fixiert. Deren Spitzen wurden mit einer Suspension aus 20 µl PBS und den isolierten 

Gefäßfragmenten befüllt. Anschließend wurde die Suspension durch Auf- und 

Abwärtsbewegung des Stempels durch die Scaffolds gesogen bzw. gepresst. Hierbei 
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blieben die Gefäßfragmente in den Poren der Scaffolds hängen (Abbildungen 2 C, D 

und E). Die so prävaskularisierten Scaffolds konnten danach aus den Spritzen 

entnommen werden und direkt in die Rückenhautkammern eingesetzt oder für 

histologische Analysen eingebettet werden. Zudem konnte durch die histologische 

Analyse frisch besiedelter Scaffolds die Verteilung der Gefäßfragmente innerhalb der 

Scaffolds analysiert werden.  

 

 

 

Abbildung 2. (A) Lichtmikroskopische Aufnahme von isoliertem, epididymalem Fettgewebe aus einer 

8-monate alten C57BL/6-Spendermaus mit darin verlaufenden Gefäßen (Pfeile). (Maßstab: 2 mm). (B) 

Phasen-kontrastmikroskopische Aufnahme eines Gefäßfragments direkt nach der Isolierung. 

(Maßstab: 30 µm). (C) Dynamisches Verfahren zur Besiedlung von nHA/PU-Scaffolds mit isolierten 

Gefäßfragmenten. Das Scaffold (2) wird hierzu mithilfe eines Gummirings (3) im Lumen einer 

modifizierten 1 ml Spritze fixiert. Die Spitze wurde mit einer Mischung aus Gefäßfragmenten und 20 μl 

PBS befüllt (1) und der Stempel (4) wieder eingeführt. Durch das Abwärts- (D) und Aufwärtsbewegen 

(E) des Stempels (4) wird die Suspension durch das Scaffold gesogen und gepresst. Hierbei bleiben 

die Gefäßfragmente in den Poren des Scaffolds hängen.  
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5.3. Das Modell der Rückenhautkammer 

Das 1993 etablierte Modell der Rückenhautkammer für Mäuse [Lehr et al., 1993] 

(Abbildung 3) wird häufig für in vivo Studien zur Untersuchung der Angiogenese 

genutzt. Mit diesem Modell ist die Beurteilung neugebildeter Gefäßnetzwerke 

innerhalb von Implantaten unter Berücksichtigung mikrozirkulatorischer Parameter 

über einen Zeitraum von 2 - 3 Wochen möglich. Durch die intravenöse Gabe von 

Fluoreszenzfarbstoffen können die Blutgefäße des frei präparierten Rückenhaut-

muskels oder perfundierte Gefäße innerhalb implantierter Scaffolds mittels intravitaler 

Fluoreszenzmikroskopie dargestellt werden. Die mikroskopischen Aufnahmen 

können anschließend mit einem speziellen Bildverarbeitungssystem quantitativ 

ausgewertet werden.  

 

 

 
Abbildung 3. Perspektivische Ansicht einer Rückenhautkammer für die Maus. Diese besteht aus zwei 

symmetrisch zusammengesetzten Titanrahmen (Gewicht ~3 g). Vorderer Titanrahmen (a); hinterer 

Titanrahmen (a); Verbindungsschraube (c); Distanzschraubenmutter (d); Bohrungen für Fixations-

fäden (e); Beobachtungsfenster mit Deckglas (f); Sprengring zur Fixierung des Deckglases (g). 

Ausbohrungen zur Gewichtsreduktion (h). Maßstab: 4,5 mm. 
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5.3.1. Implantation der Rückenhautkammer 

Vor der Implantation der Rückenhautkammer (Abbildung 3) wurden die C57BL/6 

Mäuse (Abbildung 4 A) mittels intraperitonealer Injektion der Narkoselösung 

anästhesiert. Danach wurden die Haare der Rückenhaut zunächst elektrisch mit 

einem Rasierer (Elektra II GH 204; Aesculap) und anschließend chemisch (Pilca med 

Creme; Asid Bonz, Böblingen, Deutschland) entfernt. Nach der Desinfektion der 

kahlen Rückenhaut mit 70 %-igem Ethanol (Softasept® N; Braun) erfolgte die 

Implantation der Rückenhautkammer. 

Zur Präparation der Rückenhautkammer wurden die Mäuse in Bauchlage positioniert 

und die elastische Rückenhaut entlang ihrer Mittellinie horizontal mit zwei Haltefäden 

aufgespannt (Abbildung 4 B). Unter Gegenlichtkontrolle konnte zunächst die Rück-

seite der aus zwei Titanrahmen zusammengesetzten Rückenhautkammer mit acht 

Nahtfäden an der aufgespannten Hautfalte fixiert werden. Durch zwei basale 

Inzisionen wurden die Verbindungsschrauben durch die Rückenhautfalte geführt und 

deren Position durch Klemmen gesichert. Hierdurch konnte das Zurückgleiten der 

Verbindungsschrauben verhindert und gleichzeitig das Präparationsfeld vorgespannt 

werden. Bevor die Versuchstiere zur mikrochirurgischen Präparation des Gewebes in 

Seitenlage positioniert wurden, erfolgte die Markierung des späteren Operations-

feldes unter Gegenlichtkontrolle. Hierzu musste der Durchmesser des markierten 

Bereichs etwas größer als der Durchmesser des Beobachtungsfensters der 

Rückenhautkammer gewählt werden (Abbildung 4 C). Dies verhinderte eine 

Kompression des Gewebes nach Anbringen des vorderen Kammerrahmens und 

stellte somit die physiologische Blutversorgung des Gewebes sicher. Mithilfe eines 

Stereo-Operationsmikroskops (Wild M650; Leica) wurden die dem Beobachtungs-

fenster zugewandte Kutis, Subkutis mit quergestreiftem Hautmuskel (M. panniculus 

carnosus) und beide Retraktormuskeln mit dem darunterliegenden Fettgewebe 

entfernt (Abbildung 4 D, Abbildung 5). Der so frei präparierte kontralaterale 

Hautmuskel wurde dann mit einer sterilen 0,9 % Natriumchloridlösung gespült. 

Anschließend konnte der vordere Titanrahmen deckungsgleich zum hinteren Teil der 

Rückenhautkammer über die Verbindungsschrauben positioniert und in einem 

Abstand von 400 - 500 µm mit Stahlmuttern verschraubt werden. Im letzten Schritt 
wurde das freiliegende Gewebe im Bereich des Beobachtungsfensters mit einem 
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Abbildung 4. (A) C57BL/6 Maus. Maßstab: 11 mm. (B-E) Schrittweise Präparation der Rückenhaut-

kammer. Anbringen der Haltefäden (B). Maßstab: 12 mm.  Fixation des hinteren Anteils der Rücke-

nhautkammer (C). Maßstab: 12 mm. Mikroskopische Präparation des Gewebes der Rückenhaut-

kammer (D). Maßstab: 5,7 mm. Anbringen des vorderen Anteils der Rückenhautkammer und 

Sicherung des Deckglases mit einem Sprengring (E). Maßstab: 6,5 mm. (F) C57BL/6 Maus zwei Tage 

nach Präparation der Rückenhautkammer. Maßstab: 11 mm. 
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Deckglas luftdicht verschlossen und mit einem Sprengring gesichert (Abbildung 4 E). 

Vor der Durchführung der Experimente konnten sich die Versuchstiere für 

mindestens 48 Stunden von der Narkose und dem chirurgischen Trauma der 

Operation erholen (Abbildung 4 F). Im Anschluss daran war ein direkter Zugang zu 

dem Beobachtungsfeld jederzeit durch das Entfernen des Sprengrings und des 

Deckglases möglich. 

 

 

 

Abbildung 5. Schematische Darstellung eines Querschnitts durch die Rückenhautkammer. 

 

5.3.2. Implantation von Scaffolds in die Rückenhautkammer   

Zur Implantation der Scaffolds in die Rückenhautkammer wurden die Versuchstiere 

erneut narkotisiert und auf einer speziell angefertigten Plexiglasbühne fixiert. 

Nachdem der Sprengring und das Deckglas entfernt wurden, konnten die Scaffolds 

zentral im Beobachtungsfenster auf dem freiliegenden Gewebe platziert werden. 

Anschließend wurde das Beobachtungsfenster erneut unter Vermeidung von Luft-

einschlüssen mit einem Deckglas und einem Sprengring verschlossen. 
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5.3.3. Applikation von MALP-2 in die Rückenhautkammer 

Im zweiten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit sollte untersucht werden, ob die 

lokale Applikation von MALP-2 (MALP-2 Research, Braunschweig, Deutschland) auf 

das freiliegende Kammergewebe die Vaskularisierung der implantierten Scaffolds 

verbessert.  

MALP-2 wurde als Stammlösung mit einer Konzentration von 1 mg/ml in 30 % 

Isopropanol bei -20°C aufbewahrt und vor der Applikation mit 0,9 % Natriumchlorid-

lösung auf 0,5 µg MALP-2 in 150 µl Vehikel (3,3 µg/ml) verdünnt [Laschke et al., 

2014a; Grässer et al., 2016]. Zur Applikation von MALP-2 in die Rückenhautkammer 

wurde das Deckglas 30 Minuten vor der Implantation der Scaffolds geöffnet und 

einmal mit einer 0,9 % Natriumchloridlösung vorgespült. Anschließend erfolgte die 

lokale Applikation von 150 µl MALP-2 (0,5 µg) oder 150 µl Vehikel (PBS) auf das frei-

liegende Kammergewebe. Nach einer 30-minütigen Inkubationszeit wurden die 

Scaffolds implantiert und die Rückenhautkammer verschlossen.  

 

5.4. Intravitale Fluoreszenzmikroskopie 

5.4.1. Durchführung der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie 

Die Vaskularisierung der implantierten Scaffolds und die leukozytäre Entzündungs-

reaktion in den Venolen der Rückenhautkammer wurden mithilfe der intravitalen 

Fluoreszenzmikroskopie über einen Zeitraum von 14 Tagen untersucht. Die 

intravitale Fluoreszenzmikroskopie wurde mit einem modifizierten Zeiss Axiotech 

Mikroskop (Zeiss, Oberkochen, Deutschland) durchgeführt (Abbildung 6 A). Das 

Mikroskop war mit einer 100 Watt Quecksilber (HBO)-Dampflampe und einem 

zwischengeschalteten Filterblock ausgestattet. Dies ermöglichte eine Anregung mit 

Licht der Wellenlänge von 330 - 390 nm, 450 - 490 nm und 530 - 560 nm. Die 

mikroskopischen Bilder wurden mit einer CCD (charge coupled-device)-Videokamera 

(FK6990; Pieper, Schwerte, Deutschland) auf einen 14-Zoll Monitor (Trinitron; Sony, 

Tokyo, Japan) übertragen und auf DVDs für die spätere Auswertung gespeichert. Mit 

5x, 10x und 20x Objektiven mit langem Arbeitsabstand (Zeiss) konnten 

Vergrößerungen von x115, x230 und x460 auf dem Monitor erzielt werden. Vor dem 
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Beginn der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie wurden die Mäuse durch eine 

intraperitoneale Injektion von Ketaminhydrochlorid (75 mg/kg Ketavet®; Pharmacia 

GmbH) und Xylazinhydrochlorid (15 mg/kg Rompun®; Bayer) narkotisiert. 

Anschließend erfolgte die intravenöse retrobulbäre Gabe von 0,05 ml des Plasma-

markers 5 % Fluoreszein-Isothiozyanat (FITC)-markiertes Dextran (Molekular-

gewicht: 150.000 Da; Sigma-Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) zur Darstellung 

perfundierter Blutgefäße innerhalb der Scaffolds (Abbildung 6 B und C) und der 

Mikrozirkulation des Kammergewebes (Abbildung 6 D) [Debergh et al., 2015]. Zur 

Darstellung der Leukozyten (Abbildung 6 E) in den Venolen der Blutgefäße wurden 

0,05 ml 0,1 % Rhodamin 6G (Sigma-Aldrich) ebenfalls intravenös retrobulbär injiziert 

[Baatz et al., 1995; Herr et al., 2015]. Darauffolgend wurden die narkotisierten 

Versuchstiere auf einer speziellen Plexiglasplatte in Seitenlage fixiert. Dadurch 

konnte das Beobachtungsfenster der Rückenhautkammer horizontal unter dem 

Mikroskop positioniert werden.   

 

 

 

Abbildung 6. (A) Mikroskop zur intravitalen fluoreszenzmikroskopischen Darstellung des Gewebes 

der Rückenhautkammer (rechts) mit Bildschirm und Aufnahmeeinheit (links) Maßstab: 170 mm. (B, C) 

nHA/PU-Scaffold (B, C, Sternchen) an Tag 0 (B) und Tag 14 (C) nach Implantation in die Rücken-

hautkammer mit neu gebildeten Blutgefäßen an Tag 14 (C, Pfeile). Maßstab: 60 µm. (D) Mikro-

zirkulation innerhalb des Gewebes der Rückenhautkammer mit Arteriolen (Pfeilspitzen), Kapillaren 

(Pfeile) und Venolen (Sternchen). Maßstab: 76 µm. (E) Venole der Rückenhautkammer mit einem 

adhärenten Leukozyten (Pfeil) an der Gefäßwand. Maßstab: 44 µm. 

 

A B C

D E

*

* *

*

*

*



 Material und Methodik  

  

 24 

 

5.4.2. Mikrozirkulatorische Parameter 

Um die Vaskularisierung der Scaffolds im zeitlichen Verlauf analysieren zu können, 

wurden intravitale fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen an den Tagen 0, 3, 6, 10 

und 14 nach Implantation der Scaffolds in die Rückenhautkammern gemacht und 

mithilfe des computerassistierten Bildverarbeitungssystems CapImage (Version 6.02; 

Dr. Zeintl, Ingenieurbüro, Heidelberg, Deutschland) ausgewertet. Im ersten Studien-

abschnitt wurde die Anzahl der perfundierten “regions of interest“ (ROIs) und die 

funktionelle Kapillardichte in 8 Feldern im Inneren der Scaffolds und in 8 Feldern im 

Randbereich des Scaffolds (Abbildung 7 B) mit einer Vergrößerung von x460 

bestimmt. Im zweiten Studienabschnitt wurde lediglich die Anzahl der perfundierten 

ROIs und die funktionelle Kapillardichte in 8 Feldern im Inneren der Scaffolds mit 

einer Vergrößerung von x460 bestimmt. 

 

 

Abbildung 7. (A, B) Stereomikroskopische Aufnahmen eines nHA/PU-Scaffolds (A, unterbrochene 

Linie) nach Implantation in die Rückenhautkammer. Zur intravitalen fluoreszenzmikroskopischen 

Beurteilung der Mikrozirkulation und Entzündungsreaktion in der Rückenhautkammer wurden jeweils 4 

ROIs ausgewertet (A, schwarze Quadrate). Maßstab: 1,8 mm. Die Vaskularisierung der Scaffolds 

wurde in 8 ROIs im Randbereich (B, gefüllte Quadrate) und in 8 ROIs im Zentrum (B, leere Quadrate) 

der Scaffolds analysiert. Maßstab: 1 mm. 

  

Dabei wurde die Position der ROIs in den Scaffolds an allen Versuchstagen und in 

allen Versuchstieren beibehalten, um eine Vergleichbarkeit der Messergebnisse zu 

gewährleisten. Als perfundierte ROIs wurden Felder definiert, die mindestens ein 

neues, perfundiertes Blutgefäß aufwiesen. Die perfundierten ROIs wurden dann als 

A B
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prozentualer Anteil aller ausgewerteten ROIs angegeben. Die funktionelle Kapillar-

dichte wurde bestimmt, indem alle zu diesem Zeitpunkt perfundierten Blutgefäße auf 

einem Computerbildschirm mit der Maus nachgezogen wurden. Anhand von 

CapImage konnte dann ihre Gesamtlänge sowie ihre Dichte pro Beobachtungsfeld 

(Gefäßlänge/Gefäßfläche; cm/cm2) ermittelt werden.   

 

5.4.3. Mikrohämodynamik der perfundierten Gefäße 

Mit den perfundierten ROIs und der funktionellen Kapillardichte konnten die Dichte 

und die Ausdehnung der neugebildeten Gefäßnetzwerke innerhalb der Implantate 

quantitativ beurteilt werden. Um noch detailliertere Aussagen über die neugebildeten 

Gefäßnetzwerke treffen zu können, wurden zusätzliche mikrohämodynamische 

Parameter wie der Durchmesser, die Blutzellgeschwindigkeit und die Scherrate 

einzelner Gefäße gemessen.  

 

5.4.3.1. Gefäßdurchmesser 

Zur Messung des Durchmessers eines Gefäßes wurden zwei senkrecht zum Gefäß 

liegende Randpunkte auf der Gefäßwand miteinander verbunden. Die Länge der 

Verbindungsstrecke wurde anschließend mit der Computersoftware berechnet und in 

µm angegeben. Abhängig vom Untersuchungstag und von der Anzahl der bereits 

perfundierten Gefäße im Inneren der Scaffolds wurde die Messung an jeweils 

mindestens 10 - 20 Gefäßen vorgenommen. Zur Standardisierung der Untersuchung 

wurde eine horizontale Mittellinie in das jeweilige Beobachtungsfeld gelegt und nur 

diejenigen Gefäße ausgewertet, die diese Linie senkrecht kreuzten. 

 

5.4.3.2. Blutzellgeschwindigkeit 

Die Blutzellgeschwindigkeit in den einzelnen Gefäßen konnte mit der computer-

assistierten Line-Shift-Diagramm-Methode bestimmt werden [Klyscz et al., 1997].  

Die Messung der Blutzellgeschwindigkeit wurde dabei an denselben Gefäßen 

durchgeführt, an denen zuvor die Messung des Gefäßdurchmessers erfolgte. Hierzu 

wurde an einem Standbild eine Messlinie in die Mitte des Gefäßlumens gelegt, die 

parallel zu der Gefäßwand und entlang der Flussrichtung des Blutes ausgerichtet 
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war. Anschließend wurde die DVD für 10 Sekunden abgespielt. In dieser Zeit wurde 

für jedes Halbbild entlang der eingezeichneten Messlinie ein Grauwertprofil erstellt 

und in einem separaten Bildspeicher aufgezeichnet. Aus den so erstellten 

aneinandergereihten Grauwertprofilen konnte der Computer ein individuelles Line-

Shift-Diagramm erstellen. Durch das abwechselnde Auftreten von Erythrozyten und 

Blutplasma entlang der Mittellinie des Blutflusses waren in dem Diagramm parallel 

verlaufende helle und dunkle Linien zu erkennen. Aus der Steigung dieser Linien 

wurde die Blutzellgeschwindigkeit in µm/s errechnet. 

 

5.4.3.4. Scherrate 

Die Scherrate ist ein Maß für die Scherkräfte, die auf die Zellen innerhalb eines 

Blutgefäßes einwirken. Die Scherrate y basiert auf der Newton’schen Definition 

[Kremer et al., 2008]:  

𝑦 = 8 ∗
v

d
    [1/sec] 

 

wobei v für die Blutzellgeschwindigkeit und d für den Gefäßdurchmesser steht. 

 

5.4.4. Leukozytäre Entzündungsreaktion 

Zur intravitalmikroskopischen Detektion wurden die Leukozyten durch die intra-

venöse Gabe des Fluoreszenzmarkers Rhodamin 6G in vivo angefärbt. So konnte 

die Leukozyten-Endothelzell-Interaktion nach Applikation von MALP-2 oder Vehikel in 

einer Vergrößerung von x460 in jeweils vier Venolen des Kammergewebes sowohl 

qualitativ als auch quantitativ beurteilt werden (Abbildung 7 A). Hierbei ließen sich i) 

frei fließende Leukozyten, ii) rollende Leukozyten, deren Fließgeschwindigkeit durch 

Margination und kurzzeitigen Endothelzellkontakt reduziert war, und iii) adhärente 

Leukozyten, die dem Gefäßendothel über eine definierte Beobachtungszeit von 20 

Sekunden fest anhafteten, unterscheiden. Die Anzahl der rollenden Leukozyten, die 

eine definierte, senkrecht zum Gefäß verlaufende Linie, innerhalb von einer Minute 

passierten, wurden in n/min-1 und die adhärenten Leukozyten, die über einer 

definierten Strecke an der Endotheloberfläche des jeweiligen Blutgefäßes 

adhärierten, wurden in n/mm-2 angegeben [Hoffmann et al., 2004]. 
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5.5. Histologie und Immunhistochemie  

5.5.1. Histologie 

Im Anschluss an die letzte intravitalmikroskopische Untersuchung an Tag 14 wurden 

die Versuchstiere mit einer Überdosis Anästhetikum eingeschläfert. Das Gewebe der 

Rückenhautkammer wurde dann für weitere histologische und immunhistochemische 

Untersuchungen entnommen und in 4 %-iger Formalinlösung (Roth) bei 20°C für 24 

Stunden fixiert. Danach wurden 3-µm dicke Serienschnitte für weitere 

Untersuchungen angefertigt. Mittels Hämatoxilin-Eosin (HE)-Färbung nach Standard-

protokoll konnte das neugebildete Granulationsgewebe im Inneren und im Rand-

bereich der Scaffolds beurteilt werden. 

  

5.5.2. Immunhistochemie 

Die immunhistochemische Färbung der entnommenen Präparate erfolgte bei allen 

Schnitten nach einem Standardprotokoll. Hierzu wurden die 3 µm dicken Paraffin-

schnitte in reinem Xylol entparaffiniert und für 17 Stunden in 200 ml Citraconpuffer 

(pH 7,4) bei 60°C im Wärmeschrank inkubiert. Anschließend wurden die Schnitte mit 

Aqua destillata gespült und mit 3 % Wasserstoffperoxid für 10 Minuten inkubiert, 

wodurch die endogenen Peroxidasen blockiert wurden. Nach einer weiteren Spülung 

mit Aqua destillata und PBS wurden die Präparate für weitere 30 Minuten in 1 ml 

PBS + 30 µl Ziege-Normalserum (Dianova GmbH, Hamburg, Deutschland) inkubiert. 

Im nächsten Schritt konnten die primären und dann die sekundären Antikörper (Ak) 

appliziert werden.  

Als primäre Ak dienten ein monoklonaler Ratten-anti-Maus-Ak gegen CD31 (1:30; 

Dianova), ein polyklonaler Kaninchen-anti-Human-Ak gegen SMA (1:100, α-SMA; 

Abcam, Cambridge, UK), ein monoklonaler Maus-anti-Maus-Ak gegen proliferating 

cell nuclear antigen (PCNA) (1:100, PCNA; Dako, Hamburg, Deutschland), ein 

polyklonaler Kaninchen-anti-Maus-Ak gegen cleaved caspase-3 (Casp-3) (1:100, 

Casp-3; New England Biolabs, Frankfurt am Main, Deutschland) und ein polyklonaler 

Kaninchen-anti-Maus-Ak gegen MMP-9 (1:25, MMP-9; Abcam). 
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Als sekundäre Ak dienten ein Ziege-anti-Ratte-IgG-Cy3-Ak (1:50; Dianova GmbH), 

ein Ziege-anti-Ratte-IgG-Alexa488-Ak (1:50; Invitrogen, Eugene, OR, USA), ein 

Ziege-anti-Kaninchen-IgG-Cy3-Ak (1:200, Dianova GmbH), ein Biotin-markierter-IgG-

Ziege-anti-Maus-Ak (1:200; Dianova GmbH) und ein Biotin-markierter-IgG Ziege-anti-

Kaninchen-Ak (ready-to-use; Abcam).  

Zur Detektion der Biotin-markierten-Ak wurde Cy3-markiertes-Streptavidin (1:20; 

Invitrogen) verwendet. In jedem histologischen Schnitt wurden zusätzlich die Kerne 

mit Hoechst 33342 (1:500; Sigma-Aldrich) angefärbt. Die Auswertung der Schnitte 

erfolgte mit einem BX60 Mikroskopsystem von Olympus (Hamburg, Deutschland). 

Die Gefäßdichte im Zentrum und im Randbereich der implantierten Scaffolds wurde 

mittels Detektion von CD31+ Zellen (mm-2) quantifiziert. Durch das Auszählen von 

PCNA+ bzw. Casp-3+ Endothelzellen wurde die Anzahl proliferierender bzw. 

apoptotischer Zellen innerhalb kultivierter Scaffolds bestimmt. Im ersten Studien-

abschnitt wurde in isolierten Gefäßfragmenten zusätzlich der Anteil von MMP-9+ 

perivaskulären Zellen ermittelt. Im zweiten Studienabschnitt wurden isolierte Gefäß-

fragmente für 24 Stunden in endothelial cell growth medium MV (EC Medium) 

(PromoCell, Heidelberg, Deutschland) mit Vehikel oder MALP-2 (0,5 µg) inkubiert 

und danach der prozentuale Anteil von Casp-3+ Endothelzellen und perivaskulären 

Zellen bestimmt.  

 

5.5.3. In vitro Analyse der mikrovaskulären Fragmente 

5.5.3.1. Enzym-Linked-Immunosorbent-Assay (ELISA) 

In einer früheren Studie konnte bereits gezeigt werden, dass isolierte Gefäß-

fragmente Wachstumsfaktoren wie VEGF oder bFGF freisetzen [Laschke et al., 

2012b]. Um zu überprüfen, ob die Menge an freigesetzten Wachstumsfaktoren aus 

isolierten Gefäßfragmenten abhängig vom Alter des Fettgewebsspenders ist, wurden 

aus jeweils 4 adulten und 4 alten Spendermäusen Gefäßfragmente isoliert und auf 8 

Scaffolds (n = 4 pro Gruppe) gesiedelt. Jedes Scaffold wurde dann in eine mit 550 µl 

EC Medium (PromoCell) befüllte 48-Well Platte (Greiner Bio-one GmbH, Melsungen, 

Deutschland) transferiert. Um die hypoxischen Verhältnisse in der Rückenhaut-

kammer zu simulieren, wurden die Scaffolds anschließend in einer Hypoxiekammer 

bei konstanter Gasmischung (95 % N2, 5 % CO2) und einer Temperatur von 37°C für 
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18 Stunden kultiviert. Im Kulturmedium wurde so eine Sauerstoffsättigung von < 5 

mmHg erzeugt. Dies entspricht einer atmosphärischen Sauerstoffkonzentration von 

0,5 % [Oberringer et al., 2005; Purins et al., 2010]. Nach der Kultivierung wurden aus 

jedem Well 100 µl des Überstandes entnommen und mittels ELISA VEGF und bFGF 

analysiert, wobei jede Probe doppelt bestimmt wurde. Die erhaltenen Werte wurden 

gegenüber Kontrollwerten aus Messungen in reinem Kulturmedium ohne Gefäß-

fragmente korrigiert. Unter Verwendung rekombinanter muriner VEGF und bFGF Ak 

als Standard erfolgte die Bestimmung der Menge des aus den kultivierten Scaffolds 

in das Medium freigesetzten VEGF und bFGF mittels ELISA-Kit (VEGF: R&D 

Systems Europe, Abingdon, UK; bFGF: RayBiotech, Norcross, GA, USA). 

 

5.5.3.2. Durchflusszytometrische Analyse   

Isolierte Gefäßfragmente enthalten unter anderem auch MSCs und EPCs [Laschke 

et al., 2012b]. Um zu untersuchen, ob der Stammzellgehalt in den isolierten Gefäß-

fragmenten abhängig vom Alter der Spendermäuse ist, wurden aus 10 adulten und 

12 alten Spendermäusen Gefäßfragmente isoliert. Die Gefäßfragmente wurden dann 

für 30 Minuten in Accutase® (BioLegend, Fell, Deutschland) zu Einzelzellen 

digestiert. Die erste Hälfte der Zellen wurde auf die Expression der MSC-Marker 

CD117-FITC (BD Pharmingen, Heidelberg, Deutschland) und unmarkiertes Ratte-

anti-Maus CD73 (BD Pharmingen) und die andere Hälfte der Zellen auf die EPC-

Marker-Kombination Sca-1-FITC (BD Pharmingen) und VEGFR-2-PE (BD 

Pharmingen) untersucht. Als Kontrolle dienten Isotyp-identische Ratten IgG2a oder 

IgG2b (BD Pharmingen) und Ziege-anti-Ratte IgG-Cy3 (Dianova GmbH). 

Anschließend erfolgte die durchflusszytometrische Analyse mithilfe eines FACScan 

(BP Pharmingen). Die erhobenen Daten wurden mit dem Software-Paket CellQuest 

(BD Pharmingen) ausgewertet.  

 

5.6. Experimentelles Protokoll 

Um die Anzahl der Gefäßfragmente zu bestimmen, die pro Isolierung gewonnen 

werden konnten, wurden Gefäßfragmente aus zwei Spendermäusen isoliert und 

lichtmikroskopisch quantifiziert. Zusätzlich wurde die Qualität der Besiedlungstechnik 
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der Scaffolds unter Verwendung isolierter Gefäßfragmente aus zwei weiteren 

Spendermäusen histologisch untersucht und dokumentiert (Abbildung 8).  

Für in vivo Versuche wurden Gefäßfragmente aus 30 C57BL/6 Spendermäusen 

(Studienabschnitt 1: alt, n=8; adult, n=8 und Studienabschnitt 2: adult, n=14) isoliert 

und auf 30 Scaffolds gesiedelt. Diese wurden im ersten Studienabschnitt direkt und 

im zweiten Studienabschnitt nach lokaler Applikation von MALP-2 oder Vehikel in die 

Rückenhautkammern von 30 3 - 4 Monate alten C57BL/6 Mäusen implantiert.   

Die Präparation der Rückenhautkammer erfolgte 48 Stunden vor der Implantation der 

Scaffolds. Somit hatten die Versuchstiere ausreichend Zeit, sich von dem 

chirurgischen Eingriff und der Narkose zu erholen. Direkt nach der Implantation 

sowie an den Tagen 3, 6, 10 und 14 wurde die Vaskularisierung der Scaffolds 

analysiert. Nach der Applikation von MALP-2 bzw. Vehikel wurde zusätzlich die 

leukozytäre Entzündungsreaktion in der Rückenhautkammer untersucht. Nach 

Abschluss der letzten intravitalen Fluoreszenzmikroskopie an Tag 14 wurden die 

Versuchstiere durch eine Überdosis des Narkosemittels eingeschläfert und das 

Kammergewebe für histologische und immunhistochemische Analysen entnommen.  

Für zusätzliche in vitro Versuche wurden im ersten Studienabschnitt Gefäßfragmente 

aus 38 Spendermäusen isoliert und für Untersuchungen mittels ELISA (adult, n=4; 

alt, n=4), für durchflusszytometrische Untersuchungen (adult, n=10; alt, n=12) und für 

immunhistochemische Untersuchungen (adult, n=4, alt n=4) verwendet. Im zweiten 

Studienabschnitt wurden zudem Gefäßfragmente aus 6 adulten Spendermäusen für 

immunhistochemische Untersuchungen entnommen. 

 

5.7. Versuchsgruppen 

In der vorliegenden Arbeit wurden vier Versuchsgruppen, die sich auf zwei Studien-

abschnitte verteilten, analysiert:  

 

Studienabschnitt 1: Vaskularisierung implantierter Scaffolds mit Gefäßfrag-

menten aus adulten und alten Spendermäusen. 

 

Gruppe 1 (Kontrolle): Gefäßfragmente aus 8 adulten C57BL/6-Spendermäusen 

wurden auf 8 Scaffolds gesiedelt und in die Rückenhaut-

kammern von 8 C57BL/6-Mäusen implantiert.  
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Gruppe 2: Gefäßfragmente aus 8 alten C57BL/6-Spendermäusen 

wurden auf 8 Scaffolds gesiedelt und in die Rückenhaut-

kammern von 8 C57Bl/6-Mäusen implantiert.  

 

Studienabschnitt 2: Vaskularisierung implantierter Scaffolds nach lokaler 

Applikation von MALP-2 oder Vehikel   

 

Gruppe 1 (Kontrolle): Gefäßfragmente aus 7 C57BL/6-Spendermäusen wurden 

auf 7 Scaffolds gesiedelt. 30 Minuten vor Implantation der 

Scaffolds in die Rückenhautkammern von 7 C57BL/6- 

Mäusen erfolgte die lokale Applikation von Vehikel auf das 

freiliegende Kammergewebe. 

 

Gruppe 2: Gefäßfragmente aus 7 C57BL/6-Spendermäusen wurden 

auf 7 Scaffolds gesiedelt. 30 Minuten vor Implantation der 

Scaffolds in die Rückenhautkammern von 7 C57BL/6-

Mäusen erfolgte die lokale Applikation von MALP-2 auf 

das freiliegende Kammergewebe. 

 

5.8. Statistik 

Alle Daten wurden als Mittelwert mit Standardfehler des Mittelwerts (MW ± SEM) 

angegeben. Nachdem die Daten auf Normalverteilung und vergleichbare Varianz 

geprüft wurden, erfolgte die Analyse der Unterschiede zwischen zwei Gruppen mit 

dem ungepaarten Student’s t-Test. Mittels analysis of variance (ANOVA) für 

wiederholte Messungen erfolgte der Vergleich der einzelnen Untersuchungstage 

innerhalb der einzelnen Gruppen. Zur Detektion bestimmter Unterschiede zwischen 

den einzelnen Tagen erfolgte anschließend der Student-Newman-Keuls Test unter 

Korrektur des α-Fehlers nach Bonferroni für wiederholte Messungen. Die statistische 

Analyse der Daten wurde mit dem Softwarepaket SigmaStat (Jandel Corporation, 

San Rafael, CA, USA) durchgeführt. Werte mit p < 0,05 wurden als signifikant 

angesehen. 
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6. Ergebnisse 

6.1. Vaskularisierung implantierter Scaffolds mit Gefäß-

fragmenten aus adulten und alten Spendermäusen 

 
6.1.1. Isolierung der Gefäßfragmente und Besiedlung der Scaffolds 

Die Anzahl der Gefäßfragmente, die aus dem epididymalen Fettgewebe einer 

Spendermaus isoliert werden konnten, wurde mittels eines Leica Mikroskops mit 

Digitalkamera und computerassistiertem Analysesystem direkt nach der Isolierung 

bestimmt. Die Auswertung ergab, dass pro Fettgewebsspender 16.165 ± 545 

Gefäßfragmente isoliert werden konnten. Dies entspricht auch der Anzahl der 

Gefäßfragmente, die auf jedes einzelne Scaffold gesiedelt wurden. Die zusätzliche 

histologische Analyse der frisch besiedelten Scaffolds zeigte, dass die verwendete 

Besiedlungstechnik zu einer gleichmäßigen Verteilung der isolierten Gefäßfragmente 

über das gesamte Scaffold führte (Abbildung 8). 

 

 

Abbildung 8. (A) HE-Schnitt eines nHA/PU-Scaffolds (Sternchen) direkt nach der Besiedlung mit 

Gefäßfragmenten. Die Gefäßfragmente sind sowohl im Randbereich des Scaffolds (Pfeilspitzen) als 

auch im Zentrum des Scaffolds (Pfeile) gleichmäßig verteilt. Maßstab: 200 µm. (B) Vergrößerung des  

gestrichelten Rechtecks in A mit einem Gefäßfragment (Pfeil). Maßstab: 41 µm. 
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6.1.2. Vaskularisierung implantierter Scaffolds  

In diesem Studienabschnitt wurde die Vaskularisierung von Scaffolds nach der 

Besiedlung mit Gefäßfragmenten aus adulten und alten Spendermäusen untersucht. 

Die Vaskularisierung der implantierten Scaffolds wurde mittels intravitaler 

Fluoreszenzmikroskopie über einen Zeitraum von 14 Tagen in vivo analysiert 

(Abbildung 9 A-F). Als Zeichen einer frühen angiogenen Reaktion des Empfänger-

gewebes waren bereits nach drei Tagen perfundierte ROIs im Randbereich der 

Scaffolds nachweisbar. Die perfundierten Gefäße hatten ihren Ursprung im Gefäß-

system des Empfängergewebes und wuchsen von außen in die Scaffolds ein. In 

einer früheren Studie konnte durch die Besiedlung der Scaffolds mit green 

fluorescent protein (GFP)+ Gefäßfragmenten gezeigt werden, dass die neu 

entstandenen Gefäßnetzwerke innerhalb der Scaffolds jedoch fast ausschließlich 

durch die besiedelten Gefäßfragmente und nicht durch eingewachsene Gefäße 

ausgebildet werden [Laschke et al., 2012b; 2015]. Am 6. Tag nach der Implantation 

der Scaffolds in die Rückenhautkammern konnten erste perfundierte ROIs innerhalb 

der Scaffolds nachgewiesen werden. Allerdings gab es signifikante Unterschiede in 

der Quantität und Ausreifung der neu entstandenen Gefäßnetzwerke zwischen den 

beiden Gruppen.  

Es konnte gezeigt werden, dass Scaffolds, die mit Gefäßfragmenten aus alten 

Spendermäusen prävaskularisiert wurden, zwischen dem 6. und 14. Tag sowohl im 

Randbereich als auch im Zentrum signifikant schlechter perfundiert waren als 

Scaffolds mit Gefäßfragmenten adulter Spendermäuse (Abbildung 9 C und D). Auch 

die funktionelle Kapillardichte unterschied sich an Tag 6, 10 und 14 im Randbereich 

und im Zentrum signifikant zwischen beiden Gruppen (Abbildung 9 E und F). Die 

Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen wiesen im Vergleich zu 

den Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten Spendermäusen an Tag 6, 10 und 

14 sowohl im Randbereich (Abbildung 9 E) als auch im Zentrum eine signifikant 

niedrigere funktionelle Kapillardichte auf (Abbildung 9 F). 
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Abbildung 9. (A, B) Intravitale Fluoreszenzmikroskopie (in Blaulicht-Epi-Illumination mit Kontrast-
verstärkung durch 5 % FITC-markiertes Dextran 150.000) des Zentrums eines nHA/PU-Scaffolds mit 
Gefäßfragmenten aus adulten (A) und alten Spendermäusen (B) an Tag 14 nach Implantation in die 
Rückenhautkammer. Das Scaffold der adulten Spendermaus ist homogen mit FITC-Dextran-
markierten Blutgefäßen vaskularisiert und perfundiert (A), wohingegen im Scaffold der alten Spender-
maus größere, nicht vaskularisierte bzw. nicht perfundierte Bereiche zu erkennen sind (B, Sternchen). 
Maßstab: 320 µm. (C-F) Perfundierte ROIs (%) (C, D) und funktionelle Kapillardichte (cm/cm

2
) (E, F) 

im Randbereich (C, E) und Zentrum (D, F) von Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten (weiße 
Kreise, n = 8) und alten (schwarze Kreise, n = 8) Spendermäusen an Tag 0, 3, 6, 10 und 14 nach 
Implantation in die Rückenhautkammer. Mittelwert ± SEM. 

a
p < 0,05 vs. 0d und 3d innerhalb der 

jeweiligen Gruppe; 
b
p < 0,05 vs. 0d, 3d und 6d innerhalb der jeweiligen Gruppe; 

c
p < 0,05 vs. 0d, 3d, 

6d und 10d innerhalb der jeweiligen Gruppe; *p < 0,05 vs. adulte Spendermäuse (Kontrolle). 
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6.1.3. Mikrohämodynamik in den Gefäßnetzwerken implantierter                               

 Scaffolds 

 

Zur Beurteilung der Funktionalität der neugebildeten Gefäßnetzwerke innerhalb der 

Scaffolds wurden mikrohämodynamische Parameter einzelner Gefäße bestimmt. 

Dabei wiesen die perfundierten Gefäße in beiden Gruppen an Tag 6 vergleichbar 

große Durchmesser von 50 - 60 µm auf, wobei die Gefäßdurchmesser in der Gruppe 

der adulten Spendermäuse im Zeitverlauf mit 31 ± 1 µm an Tag 10 und 18 ± 1 µm an 

Tag 14 signifikant kleiner wurden (Abbildung 10 A und C). Im Gegensatz dazu 

nahmen die Gefäßdurchmesser in der Gruppe der alten Spendermäuse mit 49 ± 5 

µm an Tag 10 und 40 ± 6 µm an Tag 14 weniger stark ab (Abbildung 10 B und C). 

Weiterhin konnte in der Gruppe der adulten Spendermäuse eine Zunahme der 

Blutzellgeschwindigkeit von 24 ± 5 µm/s an Tag 6 auf 255 ± 36 µm/s an Tag 14 in 

den Gefäßnetzwerken innerhalb der Scaffolds beobachtet werden (Abbildung 10 D). 

Somit wurde auch die aus dem Durchmesser und der Blutzellgeschwindigkeit 

berechnete Scherrate in den Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten Spender-

mäusen im Zeitverlauf größer (Abbildung 10 E). Im Gegensatz dazu blieb die 

Scherrate in den Gefäßen innerhalb der Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten 

Spendermäusen nahezu unverändert und war mit einem Wert von 24 ± 13 s-1 an Tag 

14 gegenüber der Kontrollgruppe mit einem Wert von 122 ± 16 s-1 signifikant 

geringer (Abbildung 10 E). Dies kann auf die konstant groß bleibenden Gefäß-

durchmesser und die gleichbleibend niedrige Blutzellgeschwindigkeit zurückgeführt 

werden (Abbildung 10 C und D).     

 

6.1.4. Inkorporation und Inoskulation implantierter Scaffolds 

Am letzten Tag der Untersuchung wurden die Rückenhautkammern für histologische 

und immunhistochemische Analysen entnommen. In der histologischen Auswertung 

konnte gezeigt werden, dass die Scaffolds beider Gruppen mit neuem Granulations-

gewebe durchwachsen waren, wobei die Zelldichte in dem Granulationsgewebe der 

Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen im Vergleich zu den 
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Abbildung 10. (A, B) Intravitale Fluoreszenzmikroskopie (in Blaulicht-Epi-Illumination mit Kontrast-
verstärkung durch 5 % FITC-markiertes Dextran 150.000) eines perfundierten Gefäßes im Zentrum 
eines nHA/PU-Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten (A) und alten Spendermäusen (B) an Tag 
14 nach Implantation in die Rückenhautkammer. Das perfundierte Gefäß im Scaffold der alten 
Spendermaus hat einen deutlich größeren Gefäßdurchmesser und es sind einzelne, gut abgrenzbare 
Erythrozyten (B, Pfeile) zu erkennen. Dies ist ein Hinweis auf eine reduzierte Blutzellgeschwindigkeit 
im Gefäßnetzwerk des Scaffolds der alten Spendermaus. Maßstab: 30 µm. (C-E) Durchmesser (μm) 
(C), Blutzellgeschwindigkeit (μm/s) (D) und Scherrate (s

-1
) (E) perfundierter Blutgefäße im Zentrum der 

Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten (weiße Kreise, n = 8) und alten (schwarze Kreise, n = 8) 
Spendermäusen an Tag 6, 10 und 14 nach Implantation in die Rückenhautkammer. Mittelwert ± SEM. 
a
p < 0,05 vs. 6d innerhalb der jeweiligen Gruppe; 

b
p < 0,05 vs. 6d und 10d innerhalb der jeweiligen 

Gruppe; *p < 0,05 vs. adulte Spendermäuse (Kontrolle). 
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Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten Spendermäusen geringer war 

(Abbildung 11 A und B).  

Zusätzlich wurde durch die immunhistochemische Analyse der entnommenen 

Rückenhautkammern die Gefäßdichte sowie der Anteil α-SMA+ Gefäße im Rand-

bereich und im Zentrum der Scaffolds bestimmt. Dabei konnte im Randbereich der 

Scaffolds, die mit Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen besiedelt waren, eine 

signifikant geringere Anzahl an Gefäßen (204 ± 33 mm-2) detektiert werden als im 

Randbereich der Scaffolds der Kontrollgruppe (358 ± 18 mm-2) (Abbildung 11 C, D 

und I). Auch im Zentrum der Scaffolds mit Gefäßfragmenten der alten Spender-

mäuse war die Gefäßdichte im Vergleich zu den Scaffolds der Kontrollgruppe (alt: 62 

± 16 mm-2 vs. adult: 134 ±10 mm-2) signifikant verringert (Abbildung 11 C, D und I). 

Weiterhin konnten in den Scaffolds mit Gefäßfragmenten der alten Spendermäuse im 

Randbereich (alt: 10 ± 4 % vs. adult: 31 ± 3 %) sowie im Zentrum (alt: 15 ± 4 % vs. 

adult: 30 ± 3 %) signifikant weniger α-SMA+ Gefäße detektiert werden (Abbildung 11 

E-J).  

 

6.1.5. Kultivierung mikrovaskulärer Fragmente unter hypoxischen 

  Bedingungen 

In einem zusätzlichen in vitro Experiment wurden mikrovaskuläre Fragmente unter 

hypoxischen Bedingungen untersucht. Um die hypoxischen Bedingungen in den 

ersten Stunden nach Implantation der Scaffolds in die Rückenhautkammern zu 

simulieren, wurden isolierte Gefäßfragmente für 18 Stunden in einer Hypoxiekammer 

bei konstanter Gasmischung (95 % N2, 5 % CO2) und einer Temperatur von 37°C 

kultiviert. Daraufhin wurde die Menge der aus den kultivierten Gefäßfragmenten 

freigesetzten Wachstumsfaktoren mittels ELISA bestimmt.  

Auf diese Weise konnte gezeigt werden, dass sich auch unter Hypoxie die Menge an 

freigesetztem VEGF und bFGF zwischen den adulten Spendern (VEGF: 35 ± 6 

pg/ml; bFGF: 541 ± 74 pg/ml) und den alten Spendern (VEGF: 28 ± 4 pg/ml; bFGF: 

428 ± 50 pg/ml) nicht signifikant unterschied. 

Zusätzlich wurde die proliferative Aktivität und Apoptose von Endothelzellen unter 

hypoxischen Bedingungen untersucht. Um zwischen Endothelzellen und peri- 

vaskulären Zellen unterscheiden zu können, erfolgte in einem ersten Schritt die 

Färbung der Präparate mit dem Endothelzellmarker CD31. Mittels der Färbung des 
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Abbildung 11. (A, B) HE-Schnitte von  nHA/PU-Scaffolds (unterbrochene Linie) mit Gefäßfragmenten 
aus adulten (A) und alten Spendermäusen (B) an Tag 14 nach Implantation auf den quergestreiften 
Muskel (Pfeile) der Rückenhautkammer. Das Scaffold mit Gefäßfragmenten der alten Spendermaus 
(B) ist deutlich schlechter in die Rückenhautkammer inkorporiert. Dies zeigt sich durch die geringere 
Zelldichte des eingewachsenen Granulationsgewebes in die Poren des Scaffolds (B) im Vergleich 
zum Scaffold der adulten Spendermaus (A). Maßstab: 650 µm. (C, D) Immunhistochemische 
Darstellung CD31

+
 Gefäße (rot) im Zentrum und Randbereich eines Scaffolds (unterbrochene Linie) 

mit Gefäßfragmenten aus adulten (C) und alten Spendermäusen (D) an Tag 14 nach der Implantation 
in die Rückenhautkammer. Die Präparate sind zusätzlich mit Hoechst 33342 zur Darstellung der 
Zellkerne (blau) angefärbt. Es zeigt sich eine deutlich höhere Gefäßdichte in (C) im Vergleich zu (D). 
Maßstab: 650 µm. (E-H) Immunhistochemische Darstellung CD31

+
 (grün) und α-SMA

+
 (rot) Gefäße im 

Randbereich (E, G) und Zentrum (F, H) von nHA/PU-Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten (E, 
F) und alten Spendermäusen (G, H) an Tag 14 nach der Implantation in die Rückenhautkammer. Die 
Präparate sind zusätzlich mit Hoechst 33342 zur Darstellung der Zellkerne (blau) angefärbt. Es zeigen 
sich deutlich mehr CD31

+
/α-SMA

+
 Gefäße (Pfeile) in (E, F) im Vergleich zu (G, H). Maßstab: 27 µm. (I, 

J) Gefäßdichte (mm
-2

) (I) und α-SMA
+
 Gefäße (%) (J) im Randbereich und Zentrum von nHA/PU-

Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten (weiße Balken, n = 8) und alten Spendermäusen 
(schwarze Balken, n = 8) an Tag 14 nach Implantation in die Rückenhautkammer. Mittelwert ± SEM. 
*p < 0,05 vs. adulte Spendermäuse (Kontrolle). 
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Proliferationsmarkers PCNA und des Apoptosemarkers Casp-3 wurde anschließend 

der Anteil der proliferierenden und apoptotischen Zellen bestimmt. Es konnte dabei 

jedoch kein Unterschied in der Anzahl proliferativer und apoptotischer Zellen 

zwischen den beiden Gruppen festgestellt werden (Abbildung 12 C und D). 

 

 

Abbildung 12. (A, B) Immunhistochemische Darstellung CD31
+
 (grün) und MMP-9

+
 Zellen (rot) in 

isolierten Gefäßfragmenten aus adulten (A) und alten Spendermäusen (B) nach Besiedlung auf 

nHA/PU-Scaffolds und 18-stündiger Kultivierung unter hypoxischen Bedingungen. Die Präparate sind 

zusätzlich mit Hoechst 33342 zur Darstellung der Zellkerne (blau) angefärbt. Es zeigen sich deutlich 

mehr MMP-9
+
 perivaskuläre Zellen (Pfeile) im isolierten Gefäßfragment in (A) im Vergleich zu (B). 

Maßstab: 11 µm. (C-E) PCNA
+
 Endothelzellen (%) (C), Casp-3

+
 Endothelzellen (%) (D) und MMP-9

+
 

perivaskuläre Zellen (%) (E) in isolierten Gefäßfragmenten aus adulten Spendermäusen (weiße 

Balken, n = 4) und alten Spendermäusen (schwarze Balken, n = 4) nach Besiedlung auf nHA/PU-

Scaffolds und 18-stündiger Kultivierung unter hypoxischen Bedingungen.  Mittelwert ± SEM. *p < 0,05 

vs. adulte Spendermäuse (Kontrolle). 

 

In einem weiteren Versuch wurden die Präparate mit einem Ak gegen MMP-9 

angefärbt (Abbildung 12 A und B). MMP-9 ist ein wichtiger Regulator der Angio-

genese, der an der Auflösung der extrazellulären Matrix beteiligt ist. MMP-9 wurde 

unter Hypoxie in beiden Gruppen in weniger als 1 % aller Endothelzellen exprimiert. 

Allerdings war die Anzahl der MMP-9+ perivaskulären Zellen in Gefäßfragmenten aus 
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alten Spendern im Vergleich zu denen aus adulten Spendern signifikant erniedrigt 

(alt: 2 ± 1 % vs. adult: 27 ± 10 %) (Abbildung 12 A, B und E). 

 

6.1.6. Durchflusszytometrische Analyse mikrovaskulärer Fragmente 

Um den Stammzellgehalt isolierter Gefäßfragmente in Abhängigkeit vom Alter der 

Spendermäuse zu untersuchen, wurden durchflusszytometrische Analysen durch-

geführt. Es konnte gezeigt werden, dass 7 ± 3 % der Zellen aus isolierten Gefäß-

fragmenten alter Spendermäuse den Stammzellmarker CD73 und 2 ± 1 % den 

Stammzellmarker CD117 exprimierten. Zusätzlich enthielten sie auch 2 ± 0 % Sca-

1+/VEGFR-2+ EPCs. Der Stammzellgehalt in den isolierten Gefäßfragmenten alter 

Spendermäuse unterschied sich hierbei nicht signifikant zum Stammzellgehalt 

isolierter Gefäßfragmente adulter Spendermäuse (CD73: 6 ± 3 %; CD117: 1 ± 0 %; 

Sca-1+/VEGFR-2+: 2 ± 0 %).  

 

6.2. Vaskularisierung implantierter Scaffolds nach lokaler 

Applikation von MALP-2  

 

6.2.1. Leukozyten-Endothelzell-Interaktion  

Im zweiten Studienabschnitt der vorliegenden Arbeit wurde die Leukozyten-

Endothelzell-Interaktion in den Venolen des Rückenhautkammergewebes (Abbildung 

13 A-D) und  die Vaskularisierung implantierter Scaffolds (Abblildung 14 A-D) nach 

lokaler Applikation von MALP-2 untersucht. Hierzu wurde das Deckglas der Rücken-

hautkammer 30 Minuten vor Implantation der Scaffolds entfernt und Vehikel oder 

MALP-2 auf das freiliegende Gewebe appliziert. Mithilfe repetitiver intravitaler 

Fluoreszenzmikroskopie, histologischer und immunhistochemischer Verfahren 

erfolgte anschließend die Analyse der Leukozyten-Endothelzell-Interaktion und der 

Vaskularisierung der Scaffolds über einen Zeitraum von 14 Tagen. 

Es konnte kein Unterschied im Durchmesser, der Blutzellgeschwindigkeit und der 

Scherrate in den untersuchten Venolen zwischen der MALP-2-Gruppe und Vehikel-

Gruppe festgestellt werden (Tabelle 1). Die Anzahl der rollenden Leukozyten lag an 

allen Versuchstagen bei 22 - 33 min-1 ohne signifikanten Unterschied zwischen den 
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beiden Versuchsgruppen (Abbildung 13 C). Die lokale Applikation von MALP-2 hatte 

somit keinen Einfluss auf die Anzahl der rollenden Leukozyten. Die Anzahl 

adhärenter Leukozyten war jedoch innerhalb der ersten drei Tage nach der 

Applikation von MALP-2 signifikant erhöht (Abbildung 13 A, B und D). Dabei war die 

Anzahl der adhärenten Leukozyten direkt nach Applikation von MALP-2 mit 621 ± 85 

mm-2 am höchsten, wobei sich diese nach dem dritten Tag wieder auf physiologische 

Werte unter 200 mm-2 normalisierte (Abbildung 13 D).  

Diese Ergebnisse sprechen für eine temporäre Entzündungsreaktion in den 

Rückenhautkammern nach lokaler Applikation von MALP-2 [Rücker et al., 2006; 

Laschke et al., 2010b]. In der Kontrollgruppe hingegen lag die Anzahl der adhärenten 

Leukozyten über den gesamten Versuchszeitraum im physiologischen Bereich mit 

Werten von weniger als 200 mm-2 (Abbildung 13 D). 

 

 

   0d                3d 6d  10d  14d 
_________________________________________________________________________________ 

 

Durchmesser [µm]: 

Kontrolle 43,4 ± 1,7    41,7 ± 2,7   43,6 ± 2,7   45,7 ± 8,2   36,4 ± 1,3 

MALP-2 41,9 ± 1,6    40,6 ± 1,1   41,8 ± 1,7   43,7 ± 1,5   39,4 ± 1,2 

 

Blutzellgeschwindigkeit [µm/s]:   

Kontrolle               702,9 ± 68,4  711,6  ± 132,7 764,3 ± 129,2 704,8 ± 102,7 588,1 ± 37,5 

MALP-2                 597,2 ± 70,0   511,2 ± 56,6 644,7 ± 100,9 481,8 ± 117,2 720,5 ± 62,1 

 

Scherrate [s
-1

]:   

Kontrolle                133,1 ± 18,1   135,3 ± 23,1   140,1 ± 21,3   130,7 ± 22,9   130,2 ± 9,4 

MALP-2                  116,1 ± 14,9   100,0 ± 10,1   126,4 ± 22,6    86,6  ± 19,5   146,5 ± 20,6 

_________________________________________________________________________________   

Tabelle 1. Durchmesser (µm), Blutzellgeschwindigkeit (µm/s) und Scherrate (s
-1

) von Venolen 

innerhalb der Rückenhautkammer direkt nach der Implantation der Scaffolds (0d) sowie an Tag 3, 6, 

10 und 14. 30 Minuten vor der Implantation der Scaffolds erfolgte die lokale Applikation von MALP-2 

(n = 7) oder Vehikel (Kontrolle; n = 7) auf das Empfängergewebe der Rückenhautkammer. Mittelwert ± 

SEM.  
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Abbildung 13. (A, B) Intravitale Fluoreszenzmikroskopie (in Grünlicht-Epi-Illumination durch 
Rhodamin 6G zur Anfärbung der Leukozyten in vivo) von Venolen der Rückenhautkammer direkt nach 
Implantation der Scaffolds. 30 Minuten vor der Implantation der Scaffolds erfolgte die lokale 
Applikation von Vehikel (Kontrolle) (A) und MALP-2 (B) auf das Gewebe der Rückenhautkammer. In 
der Venole der MALP-2-Gruppe zeigen sich deutlich mehr adhärente Leukozyten (Pfeile) (B) im 
Vergleich zur Kontrollgruppe (Pfeile) (A). Maßstab: 22 µm. (C, D) Anzahl rollender Leukozyten (min

-1
) 

(C) und adhärenter Leukozyten (mm
-2

) (D) in Venolen der Rückenhautkammer nach lokaler 
Applikation von Vehikel (weiße Balken, n = 7) und MALP-2 (schwarze Balken, n = 7) an Tag 0, 3, 6, 10 
und 14. Mittelwert ± SEM. 

a
p < 0,05 vs. d0;  

b
p < 0,05 vs. d0, d3, d6 und d10 innerhalb der jeweiligen 

Gruppe; *p < 0,05 vs. Vehikel (Kontrolle). 
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6.2.2. Vaskularisierung implantierter Scaffolds 

 

Die Vaskularisierung der Scaffolds nach lokaler Applikation von MALP-2 bzw. 

Vehikel in die Rückenhautkammer konnte mittels intravitaler Fluoreszenzmikroskopie 

über einen Zeitraum von 14 Tagen in vivo analysiert werden (Abbildung 14 A-D).  

 

 

Abbildung 14. (A, B) Intravitale Fluoreszenzmikroskopie (in Blaulicht-Epi-Illumination mit Kontrast-
verstärkung durch 5 % FITC-markiertes Dextran 150.000) des Zentrums eines Scaffolds 14 Tage 
nach lokaler Applikation von Vehikel (A) und MALP-2 (B) auf das Gewebe der Rückenhautkammer. 
Das Scaffold der Kontrollgruppe ist homogen mit FITC-Dextran-markierten Blutgefäßen vaskularisiert 
und perfundiert (A), wohingegen in dem Scaffold der MALP-2-Gruppe größere nicht vaskularisierte 
und nicht perfundierte Bereiche zu erkennen sind (B, Sternchen). Maßstab: 265  µm. (C,D) 
Perfundierte ROIs (%) (C) und funktionelle Kapillardichte (cm/cm

2
) (D) im Zentrum der Scaffolds an 

Tag 0, 3, 6, 10 und 14 nach Applikation von Vehikel (weiße Kreise, n = 7) und MALP-2 (schwarze 
Kreise, n = 7) in die Rückenhautkammer. Mittelwert ± SEM. 

a
p < 0,05 vs. d0; 

b
p < 0,05 vs. d0, d3, d6 

und d10 innerhalb der jeweiligen Gruppe; *p < 0,05 vs. Vehikel (Kontrolle). 

 

Um die Ausdehnung der neugebildeten Gefäßnetzwerke zu bestimmen, wurden die 

Anzahl der perfundierten ROIs und die funktionelle Kapillardichte innerhalb der 
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Scaffolds analysiert. Die ersten perfundierten Gefäße konnten bereits 6 Tage nach 

Applikation von MALP-2 oder Vehikel innerhalb der Scaffolds in beiden Gruppen 

intravitalfluoreszenzmikroskopisch nachgewiesen werden. Diese Gefäße waren der 

Ausgangspunkt für die komplexen Gefäßnetzwerke, welche innerhalb der nächsten 

Tage in den Implantaten entstanden [Laschke et al., 2012b; 2015]. Es gab allerdings 

signifikante Unterschiede bei der Vaskularisierung der Scaffolds zwischen beiden 

Gruppen. Die Auswertung zeigte überraschenderweise, dass die lokale Applikation 

von MALP-2 das Vaskularisierungspotential isolierter Gefäßfragmente negativ 

beeinflusst. Dies zeigte sich zum einen durch die geringere Anzahl perfundierter 

ROIs innerhalb der Scaffolds an Tag 10 (61 ± 8 %) im Vergleich zur Kontrollgruppe 

(96 ± 4 %) (Abbildung 14 A, B und C). Zum anderen war auch die funktionelle 

Kapillardichte in den Scaffolds der MALP-2-Gruppe an Tag 10 (40 ± 9 cm/cm2) und 

an Tag 14 (101 ± 16 cm/cm2) im Vergleich zur Kontrollgruppe (113 ± 12 cm/cm2 und 

182 ± 11 cm/cm2) signifikant reduziert (Abbildung 14 A, B und D). 

 

6.2.3. Mikrohämodynamik in den Gefäßnetzwerken implantierter                               

 Scaffolds 

 

Zur genaueren Charakterisierung der Gefäßnetzwerke in den implantierten Scaffolds 

wurde der Durchmesser, die Blutzellgeschwindigkeit und die Scherrate perfundierter 

Gefäße untersucht (Abbildung 15 A-E). Dabei wiesen die perfundierten Gefäße 

innerhalb der Scaffolds in beiden Gruppen an Tag 6 vergleichbar große Durch-

messer von ~60 µm auf, wobei die Gefäßdurchmesser in der Kontrollgruppe im Zeit-

verlauf mit 30 ± 2 µm an Tag 10 und 18 ± 1 µm an Tag 14 signifikant kleiner wurden 

(Abbildung 15 A und C). Im Gegensatz dazu nahmen die Gefäßdurchmesser in den 

Gefäßen der MALP-2-Gruppe im Zeitverlauf mit 42 ± 5 µm an Tag 10 und 25 ± 1 µm 

an Tag 14 weniger deutlich ab (Abbildung 15 B und C). Zudem konnte in der 

Kontrollgruppe eine Zunahme der Blutzellgeschwindigkeit in den Netzwerken von 23 

± 7 µm/s an Tag 6 auf 311 ± 50 µm/s an Tag 14 beobachtet werden (Abbildung 15 

D). Somit wurde auch die aus dem Durchmesser und der Blutzellgeschwindigkeit 

berechnete Scherrate in den Gefäßen innerhalb der Scaffolds der Kontrollgruppe im 

Zeitverlauf mit einem Maximum von 157 ± 32 s-1 an Tag 14 größer (Abbildung 15 E). 
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Abbildung 15. (A, B) Intravitale Fluoreszenzmikroskopie (in Blaulicht-Epi-Illumination mit Kontrast-
verstärkung durch 5 % FITC-markiertes Dextran 150.000) perfundierter Gefäße im Zentrum eines 
nHA/PU-Scaffolds 14 Tage nach lokaler Applikation von Vehikel (A) und MALP-2 (B) auf das Gewebe 
der Rückenhautkammer. Die perfundierten Gefäße im Scaffold der MALP-2-Gruppe haben einen 
deutlich größeren Gefäßdurchmesser und es sind einzelne, gut abgrenzbare Erythrozyten (B, Pfeile) 
zu erkennen, was ein Hinweis für eine reduzierte Blutzellgeschwindigkeit ist. Maßstab: 65 μm. (C-E) 
Durchmesser (μm) (C), Blutzellgeschwindigkeit (μm/s) (D) und Scherrate (s

-1
) (E) perfundierter Blut-

gefäße im Zentrum der Scaffolds an Tag 6, 10 und 14 nach lokaler Applikation von Vehikel (weiße 
Kreise, n = 7) und MALP-2 (schwarze Kreise, n = 7) auf das Gewebe der Rückenhautkammer. 
Mittelwert ± SEM. 

a
p < 0,05 vs. 6d; 

b
p < 0,05 vs. 6d und 10d innerhalb der jeweiligen Gruppe; *p < 

0,05 vs. Vehikel (Kontrolle). 
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Im Gegensatz dazu blieb die Scherrate in den Gefäßen der MALP-2-Gruppe nahezu 

unverändert und war an Tag 14 mit einem Wert von 51 ± 9s-1 gegenüber der Kontroll-

gruppe signifikant verringert (Abbildung 15 E). Dies kann auf die konstanten Gefäß-

durchmesser und die langsam steigende Blutzellgeschwindigkeit von 14 ± 7 µm/s an 

Tag 6 auf 124 ± 26 µm/s an Tag 14 in den Gefäßnetzwerken der MALP-2-Gruppe 

zurückgeführt werden (Abbildung 15 C und D). 

 

6.2.4. Inkorporation und Inoskulation implantierter Scaffolds 

In der histologischen Auswertung (Abbildungen 16 und 17) konnte gezeigt werden, 

dass die Scaffolds beider Gruppen mit neuem Granulationsgewebe durchwachsen 

waren, wobei die Zelldichte des Granulationsgewebes im Zentrum der Scaffolds der 

MALP-2-Gruppe geringer war als in der Kontrollgruppe (Abbildung 17 A und B). Die 

Inkorporation der Scaffolds in die Rückenhautkammer war in der MALP-2-Gruppe 

somit schlechter als in der Kontrollgruppe. 

 

 
 

Abbildung 16. Gefäßdichte (mm
-2

) im Randbereich und Zentrum von nHA/PU-Scaffolds 14 Tage 

nach lokaler Applikation von Vehikel (weiße Balken, n = 7) und MALP-2 (schwarze Balken, n = 7) auf 

das Gewebe der Rückenhautkammer. Mittelwert ± SEM. *p < 0,05 vs. Vehikel (Kontrolle). 

 

Zusätzlich wurde durch die immunhistochemische Analyse der entnommenen 

Rückenhautkammern der Anteil CD31+ Gefäße im Randbereich und Zentrum der 

Scaffolds bestimmt (Abbildung 16; Abbildung 17 C-H). Dabei konnte im Randbereich 

der Scaffolds der MALP-2-Gruppe eine höhere Dichte an Gefäßen (539 ± 44 mm-2) 
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detektiert werden als im Randbereich der Scaffolds der Kontrollgruppe  (373 ± 33 

mm-2).  

 

 

 

Abbildung 17. (A, B) HE-Schnitte eines nHA/PU-Scaffolds (unterbrochene Linie) auf dem quer-

gestreiften Hautmuskel der Rückenhautkammer (Pfeile) 14 Tage nach lokaler Applikation von Vehikel 

(A) und MALP-2 (B). Das Scaffold der MALP-2-Gruppe ist deutlich schlechter in die Rückenhaut-

kammer inkorporiert. Dies zeigt sich durch die geringere Zelldichte des eingewachsenen Granulations-

gewebes in die Poren des Scaffolds in (B) im Vergleich zur Kontrolle (A). Maßstab: 225 μm. (C-H) 

Immunhistochemische Darstellung CD31
+
 Gefäße (rot) im Randbereich (E, F = Vergrößerung des 

grünen Rechtecks in C, D) und im Zentrum (G, H = Vergrößerung des gelben Rechtecks in C, D) 

eines nHA/PU-Scaffolds (unterbrochene Linie) 14 Tage nach lokaler Applikation von Vehikel (C) und 

MALP-2 (D) auf das Gewebe der Rückenhautkammer. Maßstab C, D: 225 μm. Die Schnitte sind 

zusätzlich mit Hoechst 33342 zur Darstellung der Zellkerne (blau) angefärbt. Es zeigt sich eine 

deutlich höhere Gefäßdichte im Randbereich der Scaffolds nach Applikation von MALP-2 (F) im 

Vergleich zur Kontrolle (E). Im Gegensatz dazu zeigt sich eine deutlich geringere Gefäßdichte im 

Zentrum der Scaffolds nach Applikation von MALP-2 (H) im Vergleich zur Kontrolle (G). Maßstab E-H: 

22 μm.  
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Dies erklärt sich durch den positiven Effekt von MALP-2 auf die angiogene Reaktion 

des Kammergewebes. Im Gegenteil dazu war die Gefäßdichte im Zentrum der 

Scaffolds der MALP-2-Gruppe (106 ± 5 mm-2) geringer als in den Scaffolds der 

Kontrollgruppe (139 ± 10 mm-2). Die histologische Auswertung spiegelt somit die 

Ergebnisse der Auswertung der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie wider. 

 

6.2.5. Effekt von MALP-2 auf die Viabilität isolierter Gefäßfragmente 

In zusätzlichen in vitro Experimenten wurde die Anzahl Casp-3+ perivaskulärer und 

endothelialer Zellen in isolierten Gefäßfragmenten bestimmt (Abbildung 18 A-C). 

Diese wurden hierzu für 24 h in EC Medium mit MALP-2 (3,3 µg/ml) oder Vehikel in- 

 

 

Abbildung 18. (A, B) Immunhistochemische Darstellung Casp-3
+
 Zellen (rot) in isolierten Gefäßfrag-

menten nach 24-stündiger Kultivierung in EC Medium mit Vehikel (A) und MALP-2 (B). Die Schnitte 
sind zusätzlich mit einem Ak gegen CD31 zur Darstellung der Endothelzellen (grün) und Hoechst 
33342  zur Darstellung der Zellkerne (blau) angefärbt. Es zeigen sich deutlich mehr Casp-3

+
 Zellen 

(Pfeile) im isolierten Gefäßfragment der MALP-2-Gruppe (B, Pfeile) im Vergleich zur Kontrollgruppe 
(A, Pfeile). Maßstab: 18 μm. (C) Casp-3

+
 Endothelzellen und perivaskuläre Zellen (%) in isolierten 

Gefäßfragmenten nach 24-stündiger Kultivierung in EC Medium mit Vehikel (weiße Balken, n = 3) und 
MALP-2 (schwarze Balken, n = 3).  Mittelwert ± SEM. *p < 0,05 vs. Vehikel (Kontrolle). 
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kubiert. Dabei lag der prozentuale Anteil apoptotischer perivaskulärer Zellen in der 

Kontrollgruppe bei 4 ± 1 % und in der MALP-2-Gruppe bei 12 ± 2 % (Abbildung 18 

C). Der prozentuale Anteil apoptotischer endothelialer Zellen lag in der Kontroll-

gruppe bei 4 ± 0 % und in der MALP-2-Gruppe bei 7 ± 0 % (Abbildung 18 C). Somit 

konnte gezeigt werden, dass Gefäßfragmente, die für 24 Stunden mit MALP-2 

inkubiert werden, signifikant mehr apoptotische perivaskuläre Zellen und Endothel-

zellen enthalten als Vehikel-exponierte Gefäßfragmente. 

 

6.3. Zusammenfassung der Ergebnisse 

In der vorliegenden Arbeit wurde in einem ersten Studienabschnitt das 

Vaskularisierungspotential isolierter Gefäßfragmente in Abhängigkeit vom Alter der 

Fettgewebsspender untersucht. Dabei wurden folgende Ergebnisse erzielt: 

 

1. Sowohl die Besiedlung von Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten als 

auch aus alten Spendermäusen führte zu einer Vaskularisierung nach 

Implantation in das Gewebe der Rückenhautkammer. Die Scaffolds mit 

Gefäßfragmenten aus adulten Spendermäusen werden allerdings im Zentrum 

und im Randbereich signifikant besser vaskularisiert. Zudem weisen sie nach 

14 Tagen ausgereiftere Gefäßnetzwerke auf. Dies zeigt sich durch kleinere 

Gefäßdurchmesser, eine erhöhte Blutzellgeschwindigkeit und eine erhöhte 

Scherrate. 

 
2. Isolierte Gefäßfragmente sind eine Mischung aus Arteriolen, Kapillaren, 

Venolen und Stammzellen. In der durchflusszytometrischen Analyse isolierter 

Gefäßfragmente konnte kein Unterschied in der Anzahl von CD73+ Zellen und 

CD117+ Zellen zwischen adulten und alten Spendermäusen festgestellt 

werden. Somit unterscheidet sich der Stammzellgehalt in isolierten Gefäßfrag-

menten aus adulten und alten Spendermäusen nicht signifikant voneinander.  

  
3. Die Vaskularisierung im Inneren von Gefäßfragment-besiedelten Scaffolds 

erfolgt primär durch den Zusammenschluss der einzelnen Gefäßfragmente zu 

einem komplexen Gefäßnetzwerk. Direkt nach der Implantation der Scaffolds 

in Gewebedefekte sind besonders die Zellen im Inneren der Implantate einem 
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starken hypoxischen Stress ausgesetzt. Die Kultivierung isolierter Gefäß-

fragmente für 18 Stunden unter hypoxischen Bedingungen zeigt jedoch, dass 

die initiale Hypoxie keinen Einfluss auf die Anzahl PCNA+ und Casp-3+ Zellen 

in den beiden Gruppen hat. Es kann allerdings eine signifikant erhöhte 

Expression von MMP-9 in den perivaskulären Zellen der Gefäßfragmente aus 

adulten Spendermäusen detektiert werden. Dies ist eine mögliche Erklärung 

für die bessere Vaskularisierung der Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus 

adulten Spendermäusen.  

 

In einem zweiten Studienabschnitt wurde die Vaskularisierung Gefäßfragment-

besiedelter Scaffolds und die Leukozyten-Endothelzell-Interaktion in der Rückenhaut-

kammer nach lokaler Applikation von MALP-2 untersucht. Dabei wurden folgende 

Ergebnisse erzielt: 

 

4. Die lokale Applikation von MALP-2 führt zu einer temporär erhöhten 

Leukozyten-Endothelzell-Interaktion in den Venolen des Kammergewebes. 

Die Anzahl der adhärenten Leukozyten normalisiert sich dabei nach drei 

Tagen wieder auf physiologische Werte. 

 
5. Die lokale Applikation von MALP-2 auf das Kammergewebe vor der 

Implantation der Gefäßfragment-besiedelten Scaffolds verbessert deren 

Vaskularisierung im Randbereich. Die Vaskularisierung im Inneren der 

Scaffolds wird durch die lokale Applikation von MALP-2 allerdings gehemmt. 

Auch die Ausreifung der mikrovaskulären Netzwerke innerhalb der Scaffolds 

wird negativ beeinflusst. Dies zeigt sich durch konstant große Gefäß-

durchmesser, eine langsamere Blutzellgeschwindigkeit und eine niedrigere 

Scherrate im Vergleich zu Vehikel-behandelten Kontrollen. 

 
6. MALP-2 ist ein pro-angiogener Faktor der nach lokaler Applikation in einen 

Gewebedeffekt zur verbesserten Vaskularisierung im Randbereich 

implantierter, Gefäßfragment-besiedelter Scaffolds beiträgt. Gleichzeitig ver-

schlechtert MALP-2 die Vaskularisierung im Inneren der Scaffolds. MALP-2 

führt dabei vermehrt zur Apoptose von perivaskulären Zellen und Endothel-

zellen der isolierten Gefäßfragmente. 
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7. Diskussion 

7.1. Diskussion von Material und Methodik 

7.1.1. Modell der Rückenhautkammer  

1943 legte Algire [1943] die Grundlage für das Modell der Rückenhautkammer, 

indem er das Modell des chronischen Beobachtungsfensters am Kaninchenohr von 

Sandison [Sandison, 1928] weiterentwickelte und auf die Maus übertrug. Die 

Rückenhautkammer wurde fortwährend weiterentwickelt und in einer Vielzahl von 

Studien zur in vivo Analyse der Mikrozirkulation unter physiologischen und 

pathologischen Bedingungen verwendet [Sckell und Leunig, 2016]. Eine weitere 

Möglichkeit zur in vivo Analyse der Mikrozirkulation bieten sogenannte „Akut-

Präparationen“ von Geweben, beispielsweise zur Darstellung der pulmonalen 

[Tabuchi et al., 2008; Wang et al., 2009] oder mesenterialen Mikrozirkulation 

[Zweifach, 1973]. „Akut-Präparationen“ erlauben jedoch nur Untersuchungen über 

Stunden an narkotisierten Versuchstieren. Am Ende der Untersuchung muss das 

Versuchstier aufgrund der Schwere des Eingriffs und der Invasivität der Gewebe-

präparation eingeschläfert werden. Der Vorteil des Modells der Rückenhautkammer 

gegenüber den „Akut-Präparationen“ besteht darin, dass die Mikrozirkulation nicht 

invasiv und unter physiologischen Bedingungen über einen längeren Zeitraum von 2 

- 3 Wochen mittels repetitiver intravitaler Fluoreszenzmikroskopie in vivo dargestellt 

werden kann [Lehr et al., 1993].  

Im Modell der Rückenhautkammer wird der Hautmuskel (M. panniculus carnosus) 

der Rückenhautfalte mikrochirurgisch präpariert, wodurch die Mikrozirkulation des 

Muskels und des darunterliegenden subkutanen Gewebes bestehend aus Arteriolen, 

Kapillaren und Venolen mittels intravitaler Fluoreszenzmikroskopie dargestellt 

werden kann. So können auch mikrohämodynamische Parameter wie der Gefäß-

durchmesser, die Blutzellgeschwindigkeit und die Scherrate in den perfundierten 

Blutgefäßen der Rückenhautkammer gemessen werden. Zusätzlich können durch 

die intravenöse Gabe spezieller Fluoreszenzfarbstoffe wie Rhodamin 6G Leuko-
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zyten-Endothelzell-Interaktionen in den Gefäßen und somit entzündliche Prozesse im 

Gewebe der Rückenhautkammer beurteilt werden [Menger et al., 1992]. Das 

chirurgische Trauma, das durch die Implantation der Rückenhautkammer verursacht 

wird, hat mögliche Einflüsse auf die angiogene und entzündliche Reaktion des 

Gewebes auf externe Stimuli. Um diesen Effekt zu minimieren und so eine 

Verfälschung der erhobenen Daten zu verhindern, muss nach der Operation eine 

Erholungsphase von 48 Stunden für die Versuchstiere eingehalten werden.  

Ein Deckglas schützt das freigelegte Gewebe nach der Operation im Bereich des 

Beobachtungsfensters der Rückenhautkammer vor äußerem Trauma und Austrock-

nung. Gleichzeitig kann das Deckglas schnell und leicht entfernt werden, wodurch zu 

jedem Zeitpunkt die Möglichkeit besteht, verschiedene Biomaterialien oder aber 

andere Gewebe in die Rückenhautkammer zu implantieren und die entzündliche und 

angiogene Reaktion des Empfängergewebes auf die Implantate zu untersuchen. So 

können beispielsweise neu entstandene Gefäßnetzwerke in Scaffolds analysiert und 

die erhobenen Daten mit den Ergebnissen früherer Studien verglichen werden 

[Laschke et al., 2005]. Neben Biomaterialien können auch Angiogenese-

stimulierende Substanzen leicht auf das freipräparierte Gewebe der Rückenhaut-

kammer appliziert werden [Laschke et al., 2014a]. Das Modell der Rückenhaut-

kammer eignet sich somit besonders gut zur Erforschung neuer Methoden, welche 

die Vaskularisierung implantierter Scaffolds verbessern sollen. 

Aufgrund der Größe der Rückenhautkammer können nur sehr kleine Scaffolds mit 

einer Größe von ~3 x 3 x 1 mm untersucht werden. Die Vaskularisierung von soliden, 

lichtundurchlässigen Implantaten kann mit der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie 

zudem nur oberflächlich visualisiert werden. Deshalb wurden die Scaffolds in dieser 

Studie am Ende der 14-tägigen Beobachtungszeit für zusätzliche histologische und 

immunhistochemische Untersuchungen entnommen, so dass auch eine Beurteilung 

der Vaskularisierung im Inneren der Implantate möglich war. 

 

7.1.2. Scaffolds 

Die in den Versuchen verwendeten nHA/PU-Scaffolds stammten aus dem AO 

Research Institut in Davos, Schweiz, und wurden mit der sogenannten Salz-

Auswasch-Umkehr-Methode hergestellt [Gorna und Gogolewski, 2006; Boissard et 

al., 2009]. Mit dieser Methode kann die Porengröße und Porosität durch die Menge 
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und die Größe der zuvor beigemischten Salzkristalle genau definiert werden. Es 

wurden Scaffolds mit einer 90 %-igen Porosität, einer Porengröße von 200 µm und 

einer Wandstärke von 31 µm verwendet. Durch diese Morphologie wird das 

Einwachsen von Blutgefäßen und Granulationsgewebe in die Scaffolds optimal 

gefördert [Druecke et al., 2004; Laschke et al., 2010a; Laschke et al., 2011]. Zudem 

enthalten die Scaffolds keine zytotoxisch wirksamen Komponenten und verfügen 

über eine sehr gute Biokompatibilität [Laschke et al., 2010b]. Die in dieser Arbeit 

verwendeten Scaffolds wiesen eine initiale Größe von 2 x 9 cm auf und wurden 

daher auf die benötigte Größe für die Experimente zugeschnitten, wobei die Qualität 

und die gleichmäßige Architektur erhalten blieb. In die Rückenhautkammer können 

nur relativ kleine Scaffolds von ~3 x 3 x 1 mm implantiert werden. Da Scaffolds in der 

klinischen Anwendung in größere Gewebedefekte, wie beispielsweise mehrere cm 

große Knochendefekte implantiert werden müssen [Johnson et al., 2011; Krishnan et 

al., 2014], sollte in weiteren Studien auch die Funktionalität größerer Scaffolds in vivo 

analysiert werden. 

Mittels histologischer Analysen besiedelter Scaffolds konnte in der vorliegenden 

Arbeit gezeigt werden, dass die verwendete Besiedlungsmethode eine homogene 

Verteilung der isolierten Gefäßfragmente auf den Scaffolds ermöglichte. Da die 

Vaskularisierung im Inneren der Scaffolds primär durch die besiedelten Gefäß-

fragmente erfolgte [Laschke et al., 2012b], ist eine gleichmäßige Verteilung der 

Gefäßfragmente in den Scaffolds vermutlich eine wichtige Grundvoraussetzung, um 

eine vollständige Vaskularisierung in kurzer Zeit zu erzielen. 

 

7.1.3. Intravitale Fluoreszenzmikroskopie 

Die intravitale Fluoreszenzmikroskopie ist eine Untersuchungstechnik, die sich 

besonders zur in vivo Analyse von dynamischen Prozessen wie Gefäßneubildung 

[Frueh et al., 2017], Entzündung [Laschke et al., 2014a; Grässer et al., 2016], 

Nekrose und Apoptose [Harris et al., 1996; 1997] sowie Gefäßpermeabilität 

[Westermann et al., 1999] eignet. In dieser Arbeit wurde die intravitale Fluoreszenz-

mikroskopie zur Analyse der Mikrozirkulation angewendet. Unter Epi-Illumination ist 

dabei auch eine direkte Visualisierung des Gefäßsystems in nicht transilluminier-

baren Organen möglich. Durch die intravenöse Injektion von 0,05 ml 5 % FITC-

markiertem Dextran vor jeder Untersuchung konnte die Mikrozirkulation in der 
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Rückenhautkammer und die Perfusion der neugebildeten mikrovaskulären Netz-

werke in den Scaffolds visualisiert werden. Somit war es möglich, die Inoskulation 

der Scaffolds in der Rückenhautkammer über einen Zeitraum von 14 Tagen in vivo 

zu beobachten.  

Hierzu wurden im ersten Studienabschnitt 8 ROIs im Zentrum und 8 ROIs im 

Randbereich der Scaffolds untersucht. Im zweiten Studienabschnitt war die 

Auswertung der 8 ROIs im Randbereich der Scaffolds der MALP-2-Gruppe allerdings 

nicht möglich. Dies war bedingt durch die starke angiogene Reaktion im umliegenden 

Gewebe der Scaffolds, wodurch es vermehrt zum Austritt von Blut aus den neu 

entstandenen Gefäßsprossen kam. Diese Einblutungen konnten verstärkt in den 

Rückenhautkammern der MALP-2-Gruppe (Abbildung 19 B) im Vergleich zur 

Kontroll-Gruppe (Abbildung 19 A) detektiert werden. Die Vaskularisierung im 

Randbereich der Scaffolds und im umliegenden Gewebe wurde im zweiten Studien-

abschnitt deshalb ausschließlich mittels histologischer und immunhistochemischer 

Analysen untersucht. 

 

 

Abbildung 19. (A, B) Intravitale Fluoreszenzmikroskopie (in Blaulicht-Epi-Illumination mit Kontrast-

verstärkung durch 5 % FITC-markiertes Dextran 150.000) eines nHA/PU-Scaffolds (unterbrochene 

Linie) 14 Tage nach lokaler Applikation von Vehikel (A) und MALP-2 (B) auf das Gewebe der Rücken-

hautkammer. Im Gewebe der Rückenhautkammer um das Scaffold zeigen sich in der Kontrollgruppe 

zahlreiche mit FITC-Dextran-perfundierte Blutgefäße (A, Pfeile), wohingegen in der MALP-2-Gruppe 

großflächige Einblutungen nicht aber perfundierte Mikrogefäße zu erkennen sind (B, Sternchen). 

Maßstab: 209 µm.  

 

Zusätzlich konnten mit der intravitalen Fluoreszenzmikroskopie auch entzündliche 

Prozesse in der Rückenhautkammer durch Analyse der Leukozyten-Endothelzell-

Interaktion untersucht werden, wobei die Entzündungsreaktion im Gewebe zu einer 
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Reduktion der Fließgeschwindigkeit der Leukozyten mit anschließender Aktivierung 

und Adhäsion an die Gefäßwand führte [Langer et al., 2009]. Die Visualisierung der 

Leukozyten in den Venolen der Rückenhautkammer erfolgte über die intravenöse 

Gabe von 0.05 ml 0,1 % Rhodamin 6G.  

Jede mikroskopische Untersuchung wurde auf DVD aufgezeichnet und im Anschluss 

mit geeigneter Bildverarbeitungstechnik ausgewertet. So konnte die Mikroskopiezeit 

verkürzt und die Belastung für die Versuchstiere auf ein Minimum reduziert werden 

[Intaglietta und Tompkins, 1972]. Die intravitale Fluoreszenzmikroskopie als nicht 

invasives Untersuchungsverfahren birgt trotzdem gewisse Risiken für das zu 

untersuchende Gewebe. Von großer Bedeutung sind phototoxische Effekte, die 

indirekt durch freie Sauerstoffradikale, welche durch die Anregung der verwendeten 

Fluoreszenzfarbstoffe entstehen [Penning und Dubbelman, 1994], induziert werden. 

Auch die direkte Schädigung des Gewebes durch Überwärmung bei einer langen 

Einwirkungsdauer bzw. einer zu hohen Intensität des Lichts ist möglich. Solche 

phototoxischen Effekte haben beispielsweise einen Einfluss auf die funktionelle 

Kapillardichte [Friesenecker et al., 1994] oder die Leukozyten-Endothelzell-

Interaktion [Saetzler et al., 1997]. Um dies zu vermeiden, wurde die tägliche 

Mikroskopiezeit auf 15 - 20 Minuten pro Versuchstier beschränkt. [Steinbauer et al., 

2000] 

 

7.2. Diskussion der Ergebnisse  

7.2.1.  Vaskularisierung implantierter Scaffolds mit Gefäßfragmenten       

aus adulten und alten Spendermäusen 

 

Die Besiedlung von Scaffolds mit isolierten Gefäßfragmenten aus Spenderfett-

gewebe ist eine neue, innovative und vielversprechende Methode zur Verbesserung 

der Vaskularisierung von Scaffolds im Tissue Engineering [Shepherd et al., 2007; 

Hiscox et al., 2008; Laschke et al., 2012b; Pilia et al., 2014]. So könnte das benötigte 

Fettgewebe zur Isolierung von Gefäßfragmenten unter klinischen Bedingungen 

minimal-invasiv mittels Liposuktion ohne größeres operatives Trauma  entnommen 

werden [Sterodimas et al., 2010]. Neben dem Einsatz von Gefäßfragmenten gibt es 

bereits einige andere Vaskularisierungsstrategien, die auf autolog gewonnenem Zell-
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material basieren, wie beispielsweise die Applikation von „platelet-rich plasma“ als 

Quelle für eine Vielzahl von Wachstumsfaktoren [Blanton et al., 2009; Lippross et al., 

2011; Jalowiec et al., 2016]. Die Qualität des autolog gewonnenen Materials ist dabei 

teilweise sehr heterogen und gegebenenfalls auch vom Alter des jeweiligen 

Spenders abhängig. In diesem Zusammenhang konnte in der vorliegenden Arbeit 

gezeigt werden, dass das regenerative Potential isolierter Gefäßfragmente aus alten 

im Vergleich zu adulten Fettgewebsspendern signifikant reduziert ist. 

Die Angiogenese und das Remodeling der Gefäße, also der strukturelle Umbau der 

Gefäßwand, sind Prozesse, die an der Ausbildung komplexer Gefäßnetzwerke 

innerhalb von Gefäßfragment-besiedelten Scaffolds beteiligt sind [Chang et al., 2010; 

Nunes et al., 2010b]. Aus anderen Bereichen ist bekannt, dass diese Prozesse mit 

zunehmendem Alter verlangsamt und weniger effektiv ablaufen, was beispielsweise 

ein Grund für die erhöhte Prävalenz von Herz-Kreislauf-Erkrankungen bei älteren 

Patienten ist [Lähteenvuo und Rosenzweig, 2012]. Die genauen Mechanismen, die 

dabei auf molekularer und zellulärer Ebene ablaufen, sind allerdings noch nicht 

endgültig geklärt. Je nach Studie wird zudem ein unterschiedlicher Effekt des Alters 

des Patienten auf die Angiogenese beschrieben. Einerseits soll das Alter des 

Patienten einen negativen Effekt auf die Angiogenese während der Wundheilung 

haben [Rivard et al., 1999; Swift et al., 1999], andererseits konnte gezeigt werden, 

dass das Alter die angiogene Reaktion des Skelettmuskels auf aerobes Training 

nicht beeinflusst [Rossiter et al., 2005; Gavin et al., 2007]. In dieser Studie wurden 

verschiedene Mechanismen untersucht, die ursächlich für das schlechtere 

Vaskularisierungspotential isolierter Gefäßfragmente aus alten Spendermäusen sein 

könnten.  

Hierzu wurden Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten und alten Fettgewebs-

spendern in die Rückenhautkammern von Empfängertieren implantiert und 

anschließend mittels repetitiver intravitaler Fluoreszenzmikroskopie untersucht. 

Dadurch konnte die Ausreifung der sich neu formierenden Gefäßnetzwerke und die 

Mikrohämodynamik einzelner Gefäße innerhalb der Scaffolds über einen Zeitraum 

von 14 Tagen beurteilt werden. Es konnte gezeigt werden, dass die Gefäßdurch-

messer in den Gefäßnetzwerken innerhalb der Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus 

adulten Spendermäusen bei gleichzeitiger Zunahme der Blutzellgeschwindigkeit 

stetig abnahmen. Dies ist dadurch zu erklären, dass die Ausreifung von Gefäßnetz-

werken durch die Rekrutierung von perivaskulären Zellen und glatten Muskelzellen 
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charakterisiert ist. Diese Zellen sind für die Kontraktilität und die Stabilisierung der 

Gefäßwand verantwortlich, was zu einer Reduktion des Gefäßdurchmessers führt 

[Hellström et al., 2001] und charakteristisch für die Ausreifung von Gefäßen zu 

funktionsfähigen Netzwerken ist [Menger et al., 1989; Vollmar et al., 2001; Laschke 

et al., 2006b]. Somit nahm auch die aus dem Durchmesser und der Blutzell-

geschwindigkeit berechnete Scherrate in den Gefäßen stetig zu. Es ist bekannt, dass 

eine erhöhte Scherrate Angiogenese induzieren kann [Brown und Hudlicka, 2003; 

Resnick et al., 2003]. Dies ist eine mögliche Erklärung für die bessere 

Vaskularisierung der Scaffolds in der Gruppe der adulten Spendermäuse. Im Gegen-

satz dazu blieben die Gefäßdurchmesser in den Gefäßnetzwerken innerhalb der 

Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen bei gleichzeitig reduzierter 

Blutzellgeschwindigkeit konstant groß. Dies spricht für eine verlangsamte und nicht 

adäquate Ausreifung der Gefäßnetzwerke. 

Weiterhin ist bekannt, dass sich nicht adäquat ausgereifte Gefäßnetzwerke nach 

einer gewissen Zeit wieder zurückbilden [Papetti und Herman, 2002]. Dazu passt, 

dass in den Gefäßnetzwerken in den Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten 

Spendermäusen weniger CD31+/α-SMA+ Gefäße detektiert werden konnten als in 

den Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus adulten Spendermäusen. Zudem wurde 

auch eine geringere Gefäßdichte im Zentrum und im Randbereich der Scaffolds mit 

Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen nachgewiesen.  

Um das regenerative Potential isolierter Gefäßfragmente noch detaillierter 

untersuchen zu können, wurden in einem weiteren Experiment Scaffolds mit 

isolierten Gefäßfragmenten für 18 Stunden in einer Hypoxiekammer inkubiert. So 

sollten die hypoxischen Bedingungen in der Rückenhautkammer in den ersten 

Stunden nach der Implantation der Scaffolds simuliert werden. Es ist bekannt, dass 

Gefäße unter hypoxischen Bedingungen vermehrt angiogene Wachstumsfaktoren 

produzieren und freisetzen [Choi et al., 2003], wobei die Freisetzung in alten 

Patienten weniger stark ausgeprägt ist [Lähteenvuo und Rosenzweig, 2012]. In der 

vorliegenden Studie konnte allerdings kein Unterschied in der Konzentration von 

freigesetztem VEGF und bFGF zwischen Gefäßfragmenten aus adulten und alten 

Spendermäusen festgestellt werden. Im Gegensatz zu anderen Studien [Wang et al., 

2004; Wang et al., 2014] unterschied sich auch nicht die Anzahl apoptotischer und 

proliferierender Zellen in den isolierten Gefäßen beider Gruppen. Das schlechtere 

Vaskularisierungspotential der Gefäßfragmente aus alten Spendermäusen kann 
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somit nicht primär durch eine geringere Ausschüttung von angiogenen Wachstums-

faktoren oder eine reduzierte proliferative Aktivität oder Viabilität der Zellen erklärt 

werden.  

Neben Endothelzellen und perivaskulären Zellen enthalten isolierte Gefäßfragmente 

auch MSCs und EPCs [Laschke et al., 2012b; McDaniel et al., 2014]. Der Stamm-

zellgehalt isolierter Gefäßfragmente aus adulten und alten Spendermäusen wurde 

mit durchflusszytometrischen Analysen bestimmt. Es konnte dabei kein Unterschied 

in der Anzahl CD73+ und CD117+ MSCs oder Sca-1+/VEGF-2+ EPCs zwischen 

beiden Gruppen festgestellt werden. Dies bedeutet wiederum nicht, dass auch das 

regenerative Potenzial der Stammzellen in beiden Gruppen identisch war. Vielmehr 

hat das fortschreitende Alter eines Fettgewebsspenders einen negativen Einfluss auf 

die Proliferation, Differenzierung und angiogene Aktivität isolierter MSCs [Alt et al., 

2012; Efimenko et al., 2014].  

Zusätzlich wurde auch die Expression von MMP-9 in den Gefäßfragmenten 

analysiert. MMP-9 ist an der Auflösung der extrazellulären Matrix und der 

Rekrutierung von Perizyten im Rahmen angiogener Prozesse beteiligt [Chantrain et 

al., 2006; Chen et al., 2013]. Interessanterweise konnte in den Gefäßfragmenten 

adulter Spendermäuse eine starke Expression von MMP-9 in den perivaskulären 

Zellen nachgewiesen werden. In den perivaskulären Zellen der Gefäßfragmente alter 

Spendermäuse wurde dagegen nur eine sehr geringe Expression von MMP-9 

beobachtet. Diese Ergebnisse sind eine weitere mögliche Erklärung für die 

schlechtere Vaskularisierung der Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten Spender-

mäusen. So konnte Cheng et al. (2011) zeigen, dass neu entstandene Gefäßnetz-

werke durch den Mechanismus des „wrapping-and-tapping“ mit dem körpereigenen 

Gefäßsystem anastomosieren und dadurch perfundiert werden. Hierbei legt sich das 

neue Gefäß um das bereits perfundierte Gefäß („wrapping“) und setzt hohe 

Konzentrationen von MMP-9 frei, wodurch die Gefäßwand des darunterliegenden 

Gefäßes aufgelöst wird („tapping“). Durch die niedrige Expression von MMP-9 in den 

Gefäßnetzwerken der Scaffolds mit Gefäßfragmenten aus alten Spendermäusen 

konnten daher möglicherweise die Gefäßfragmente schlechter mit dem Gefäßsystem 

des Empfängergewebes anastomosieren.  

Zusammenfassend konnte in diesem Studienabschnitt gezeigt werden, dass mit 

zunehmendem Alter der Fettgewebsspender das Vaskularisierungspotential isolierter 

Gefäßfragmente und deren Fähigkeit, sich zu adäquaten Gefäßnetzwerken 
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zusammenzuschließen, deutlich reduziert ist. Da aufgrund des demographischen 

Wandels zukünftig vermehrt ältere Patienten auf das Tissue Engineering angewiesen 

sein werden, sollten neue Methoden etabliert werden, die das Vaskularisierungs-

potential von Gefäßfragmenten auch im höheren Alter erhalten bzw. optimieren.   

 

7.2.1. Vaskularisierung implantierter Scaffolds nach lokaler  

Applikation von MALP-2 

 
In einem zweiten Studienabschnitt wurde der Effekt von MALP-2 auf die 

Vaskularisierung von Gefäßfragment-besiedelten nHA/PU-Scaffolds untersucht. Die 

isolierten Gefäßfragmente schließen sich nach der Implantation zu neuen Gefäßnetz-

werken zusammen und verbessern dadurch die Vaskularisierung der Scaffolds 

[Laschke et al., 2012b; 2014b].  Es dauert jedoch einige Tage, bis die ersten Gefäße 

in den Scaffolds perfundiert werden, wobei die Zellen innerhalb der Scaffolds 

insbesondere in dieser Phase hypoxischen Bedingungen ausgesetzt sind. Da bereits 

gezeigt wurde, dass die frühe Vaskularisierung und Inkorporation unbesiedelter 

(Medpor®) Scaffolds durch die lokale Applikation des pro-angiogenen MALP-2 

beschleunigt und verbessert werden kann [Laschke et al., 2014a], wurde in diesem 

Studienabschnitt die Hypothese überprüft, ob die lokale Applikation von MALP-2 

auch die Vaskularisierung Gefäßfragment-besiedelter Scaffolds fördert. Dabei zeigte 

sich, dass lediglich im Randbereich der Scaffolds die Vaskularisierung verbessert 

werden konnte. Überraschenderweise wurde die Bildung neuer Gefäßnetzwerke aus 

den isolierten Gefäßfragmenten im Zentrum der Scaffolds durch die lokale 

Applikation von MALP-2 gehemmt.  

MALP-2 ist ein potenter Stimulator der Immunreaktion [Grote et al., 2010]. Daher 

wurde zunächst die leukozytäre Entzündungsreaktion im Gewebe der Rückenhaut-

kammer nach Applikation von MALP-2 bzw. Vehikel mittels intravitaler Fluoreszenz-

mikroskopie analysiert. Bei den untersuchten Venolen konnte kein Unterschied im 

Gefäßdurchmesser, der Blutzellgeschwindigkeit und der Scherrate festgestellt 

werden. Somit kann die unterschiedlich ausgeprägte Leukozyten-Endothelzell-

Interaktion nach Applikation von MALP-2 bzw. Vehikel nicht auf unterschiedliche 

mikrohämodynamische Bedingungen in den untersuchten Gefäßen zurückgeführt 

werden. Wie bereits in früheren Studien gezeigt werden konnte [Laschke et al., 

2014a], führte die lokale Applikation von MALP-2 auch in dieser Studie innerhalb der 
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ersten Tage zu einer starken Entzündungsreaktion im Gewebe der Rückenhaut-

kammer. Diese temporäre Entzündungsreaktion trug möglicherweise entscheidend 

zur verbesserten Vaskularisierung im Randbereich der Scaffolds bei. So führt die 

Akkumulation von Leukozyten zu einer vermehrten Freisetzung angiogener 

Wachstumsfaktoren und folglich auch zu einer gesteigerten Gefäßneubildung [David 

Dong et al., 2009; Kreuger und Phillipson, 2016].  

Durch die Besiedlung von Scaffolds mit GFP+ Gefäßfragmenten konnte in früheren 

Studien gezeigt werden, dass die neuen Gefäßnetzwerke innerhalb der Scaffolds 

primär aus dem Zusammenschluss der isolierten Gefäßfragmente mittels Angio-

genese resultieren, die anschließend durch die Anastomosierung mit der Mikro-

zirkulation des umliegenden Gewebes perfundiert werden [Laschke et al., 2012b]. 

Die Angiogenese im Zentrum den Scaffolds wurde in der vorliegenden Studie 

allerdings durch die lokale Applikation von MALP-2 trotz der bekannten pro-

angiogenen Eigenschaften nicht gefördert. Die Scaffolds wurden im Zentrum 

schlechter perfundiert und hatten eine geringere funktionelle Kapillardichte als die 

Scaffolds der Kontrolle. Histologisch konnte auch weniger eingewachsenes 

Granulationsgewebe im Zentrum der Scaffolds der MALP-2-Gruppe nachgewiesen 

werden. Zudem waren die neugebildeten Gefäßnetzwerke in den Scaffolds dieser 

Gruppe auch schlechter ausgereift. Aufgrund der größeren Gefäßdurchmesser und 

reduzierten Blutzellgeschwindigkeit, war auch die aus diesen Parametern berechnete 

Scherrate in den Gefäßen der MALP-2-Gruppe im Vergleich zur Kontrolle signifikant 

erniedrigt.  

30 Minuten nach der lokalen Applikation von MALP-2 erfolgte die Implantation der 

Gefäßfragment-besiedelten Scaffolds in die Rückenhautkammer, wobei die 

Suspension aus MALP-2 und Vehikel nach dieser Zeit noch nicht vollständig vom 

Gewebe resorbiert worden war. Dadurch wurden die Gefäßfragmente direkt MALP-2 

exponiert. Um eine Erklärung für das reduzierte angiogene Potential isolierter Gefäß-

fragmente nach MALP-2 Applikation zu finden, wurden in einem zusätzlichen in vitro 

Experiment isolierte Gefäßfragmente für 24 Stunden in EC-Medium mit MALP-2 bzw. 

Vehikel inkubiert. Dabei konnte gezeigt werden, dass Gefäßfragmente, die mit 

MALP-2 inkubiert wurden, eine signifikant höhere Anzahl apoptotischer Endothel-

zellen und perivaskulärer Zellen enthalten als die Gefäßfragmente der Vehikel-

behandelten Kontrolle. Into et al. zeigten bereits 2004, dass nuclear factor (NF)-κB in 

kultivierten HEK293 Zellen nach der Applikation von MALP-2 vermehrt stimuliert und 
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aktiviert wird. Die Aktivierung der mitogen activated protein kinase (MAPK) durch p38 

führt schließlich zur Apoptose der Zellen. Dieser apoptotische Effekt von MALP-2 

und das damit verbundene reduzierte Vaskularisierungspotential isolierter Gefäß-

fragmente ist somit eine mögliche Erklärung für die schlechtere Vaskularisierung der 

Scaffolds der MALP-2-Gruppe. Allerdings kann aus der guten Vaskularisierung und 

hohen Dichte des Granulationsgewebes im Randbereich der Scaffolds der MALP-2-

Gruppe geschlussfolgert werden, dass MALP-2 in den Gefäßen des Empfänger-

gewebes keine relevante Apoptose induzierte. Die unterschiedlichen Effekte von 

MALP-2 auf die intakte Mikrozirkulation der Rückenhautkammer und die isolierten 

Gefäßfragmente kann möglicherweise auf die zusätzliche Belastung der Gefäß-

fragmente durch die Isolierung mittels enzymatischer Digestion und mechanischer 

Zerkleinerung zurückgeführt werden. Zudem sind die isolierten Gefäßfragmente im 

Gegensatz zu den perfundierten, intakten Gefäßen des Empfängergewebes direkt 

nach Implantation der Scaffolds hypoxischen Bedingungen ausgesetzt, was zu einer 

zusätzlichen Schädigung führen kann. Weiterhin sind zur Aufrechterhaltung des 

physiologischen Milieus in Gefäßen, welches die Funktionalität ihrer Endothelzellen 

sicherstellt, der Blutfluss und die dadurch entstehenden Scherkräfte essentiell 

[Chien, 2007; Weber et al., 2010]. So ist bekannt, dass die Unterbrechung des 

Blutflusses in einem Gefäß zur Apoptose von Endothelzellen führt [Meeson et al., 

1996]. 

Es kann somit geschlussfolgert werden, dass trotz der pro-angiogenen Wirkung von 

MALP-2 das Vaskularisierungspotential der isolierten Gefäßfragmente im Zentrum 

von Scaffolds wesentlich verschlechtert wird. 

 

7.3. Schlussfolgerung und klinische Perspektiven   

In dieser Arbeit konnte erstmalig gezeigt werden, dass Scaffolds mit isolierten Gefäß-

fragmenten aus alten Spendermäusen im Vergleich zu Scaffolds mit isolierten 

Gefäßfragmenten aus adulten Spendermäusen schlechter vaskularisieren. Da 

zukünftig vermehrt ältere Patienten auf neue Behandlungsmethoden des Tissue 

Engineerings angewiesen sein werden, müssen neue Strategien entwickelt werden, 

um die hervorragenden angiogenen Eigenschaften isolierter Gefäßfragmente auch 

bei älteren Patienten nutzen zu können. Möglicherweise könnte hierzu den Patienten 
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Fettgewebe bereits während anderer Operationen im frühen Erwachsenenalter 

entnommen und mittels Kryokonservierung für die spätere Isolierung von 

Gefäßfragmenten konserviert werden. Ein solcher Ansatz wird heute bereits für 

Stammzelltherapien vorgeschlagen [Shivakumar et al., 2016]. 

  

Weiterhin konnte gezeigt werden, dass eine lokale Applikation von MALP-2 die 

angiogene Reaktion des Kammergewebes auf implantierte Scaffolds fördert. 

Allerdings führt MALP-2 gleichzeitig zu einer Reduktion des angiogenen Potentials 

isolierter Gefäßfragmente und somit zu einer schlechteren Vaskularisierung im 

Inneren von Gefäßfragment-besiedelten Scaffolds. In weiteren Studien sollte daher 

untersucht werden, ob durch Schutz der Gefäßfragmente vor der direkten Einwirkung 

von MALP-2, das Vaskularisierungsergebnis verbessert werden kann. Dies könnte 

beispielweise durch eine längere Latenzphase zwischen MALP-2 Applikation und 

Implantation der Scaffolds oder durch die Reduktion des applizierten Volumens, was 

zu einer schnelleren Resorption führt, erzielt werden. Eine weitere Möglichkeit wäre 

die lokale Applikation anderer pro-angiogener Substanzen. Ein vielversprechender 

Kandidat könnte “platelet rich plasma“ sein. Dies steht als autologes Spendermaterial 

zu Verfügung und kann aus dem Blut eines Patienten einfach und schnell gewonnen 

werden. Weiterhin enthält es zahlreiche pro-angiogene Faktoren, die beispielsweise 

die Wundheilung wesentlich verbessern [Park et al., 2017; Jalowiec et al., 2016]. 
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