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 Einleitung 1 

1 Einleitung 
___________________________________________________________________________ 

Tissue-Engineering ist die artifizielle Herstellung von Gewebe, wobei in dieser Arbeit im 

Fachgebiet der Hals-, Nasen-, Ohrenheilkunde Stammzellen zur Generierung sekundär 

transplantierbarer, gestielter Fettgewebskonstrukte verwendet wurden (Griessl et al., 2018). 

Diese Konstrukte setzen sich aus einem Trägermaterial aus volumenstabilen, bioabbaubaren 

Polyurethan-Schwämmen, Fibrin, humanen Stammzellen und proliferativen und induktiven 

Nährmedien sowie mikrochirurgisch eingebrachten Gefäßbündeln zusammen und wurden in 

immundepletierte Mäuse implantiert (Griessl et al., 2018; C. W. Patrick et al., 2008). Unter 

Berücksichtigung der vorangegangenen Studien zu diesem Thema, konzentriert sich diese 

Arbeit auf den Vergleich von Stammzellformulierungen (Storck et al., 2017; Wittmann et al., 

2015; Wittmann et al., 2016): „Adipose-derived stromal and stem cells“ (ASC) und „Stroma-

Vaskuläre-Fraktion“ (SVF). Diese unterscheiden sich in Gewinnung, Zellzusammensetzung, 

sowie im auto- und parakrinen Sekretionsprofil (Bourin et al., 2013; Bunnell et al., 2008; 

Dykstra et al., 2017; Zuk et al., 2002; Zuk et al., 2001). Während ASC durch in-vitro-

Passagierung aus der SVF gewonnen werden, beinhaltet Letztere neben ASC auch endotheliale 

Vorläuferzellen, Lymphozyten, Perizyten und Makrophagen (Bourin et al., 2013; Bunnell et al., 

2008; Dykstra et al., 2017).  

Verglichen wurden vier Gruppen: ASC bzw. SVF mit bzw. ohne Vorkultivierung. Diese bestand 

aus einem induktiven Medium, welches die Entwicklung von Fettgewebe und 

Gefäßnetzwerken unterstützen soll. Nach Herstellung der Konstrukte wurden diese 

mikrochirurgisch in die Leistenregion von immundepletierten Mäusen implantiert. Als 

Vaskularisierungsstrategie wurden die Vasa femoralia in Durchflussgefäßtechnik verwendet 

(Burghartz et al., 2015; Stillaert et al., 2007; Wiggenhauser et al., 2012). Nach einer 

fünfwöchigen in-vivo-Phase wurden die gewonnenen Konstrukte aus dem Mausmodell 

explantiert, histologisch aufgearbeitet und hinsichtlich Adipogenese und Angiogenese 

softwaregestützt evaluiert (Griessl et al., 2018).  

Ziel dieser Arbeit ist es, bisheriges Wissen aus der ASC-basierten Tissue-Engineering-

Forschung auf eine weitere Zellfraktion, die SVF, zu übertragen (Storck et al., 2017; Wittmann 

et al., 2015; Wittmann et al., 2016). Attraktiv macht diese Zelllinie insbesondere die simple 

Isolierung und ausbleibende Passagierung, was die Hoffnung nahelegt, das Forschungsgebiet 

des Tissue-Engineering näher an die Translation und somit die klinische Anwendbarkeit zu 
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bringen (Griessl et al., 2018; Wittmann et al., 2015). Weiterhin lässt die Zusammensetzung der 

Zellen mit beispielsweise endothelialen Vorläuferzellen einen Benefit für die Vaskularisierung 

der transplantierten Konstrukte erwarten (Anghelina et al., 2004, 2006; Bourin et al., 2013; 

Dykstra et al., 2017; Ell et al., 2017; Fraser et al., 2006; Moldovan, 2002; Planat-Benard et al., 

2004; Rehman et al., 2004). Weiterhin soll in dieser Arbeit auf den Prozess des Ursprungs und 

der Entstehung des neuen Gewebes eingegangen werden. Hierbei stellt sich die Frage ob 

eingebrachte Zellen Gewebeverbände bilden indem eine Differenzierung zu Fett-, 

Bindegewebe- und Endothelzellen stattfindet (Bauer-Kreisel et al., 2010; Wiggenhauser et al., 

2012; Wittmann et al., 2015). Alternative Theorien legen die Sekretion von parakrinen 

Faktoren durch die applizierten Stammzellen und damit einhergehende, konsekutive 

Einwanderung von Progenitorzellen des Transplantatempfängers nahe (Freiman et al., 2018; 

Griessl et al., 2018; Han et al., 2015; Mizuno et al., 2012; Stillaert et al., 2007; Storck et al., 

2017; Volz et al., 2016; von Heimburg et al., 2001).  

1.1 Hintergrund 

Bisherige chirurgische Techniken zur Augmentation und Rekonstruktion von erworbenen oder 

angeborenen Gewebedefekten sind unter anderem die Transplantation von freiem, autologen 

Fett sowie die, insbesondere für größere Defekte verwendeten, Lappenplastiken (Vogt, 2011). 

Erstere ist aufgrund der mangelnden Hypoxietoleranz und der mechanischen Beanspruchung 

des verwendeten adipozytenreichen Gewebes und der einhergehenden resorptionsbedingten  

Volumen- und Forminstabilität in der Anwendung limitiert (Bucky et al., 2008; Eremia et al., 

2000; Ersek, 1991; Ismail et al., 2017; Nguyen et al., 1990; Shim et al., 2017; Smahel, 1989). 

Hierbei wurden Volumenretentionsraten von durchschnittlich 50 % bzw. 76,8 % beschrieben 

(Groen et al., 2016; Herly et al., 2017). Bei Lappenplastiken wird das Gewebe mit intakter 

Blutversorgung verpflanzt und an die Zirkulation der Empfängerlokalisation angeschlossen, 

was zu erhöhter postoperativer Morbidität und Komplikationsraten führt (Bucky et al., 2008; 

Vogt, 2011). Postoperative Korrekturen in bis zu 1/4 der Fälle wurden beschrieben (Weichman 

et al., 2013).  

Tissue-Engineering befasst sich mit der Herstellung von artifiziell generiertem, biologischem 

Gewebe zum Ersatz nicht oder bedingt regenerierbarer Strukturen, wie zum Beispiel 

Herzgewebe (Radisic et al., 2003; Reis et al., 2016; Rodrigues et al., 2018), intraartikulärem 

Knorpel (Grande et al., 1999; Kazemi et al., 2017; Nam et al., 2018; Tribe et al., 2017), 

Nierenparenchym (Basu et al., 2011), Nervenzellen (Petersen et al., 2018) oder Bindegewebe. 
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Auf der Suche nach Alternativen zu o. g. chirurgischen Techniken ist vor allem ein Gewebe 

interessant, welches frequentiert im Rahmen minimalinvasiver korrigierend-ästhetischer 

Eingriffe entfernt wird: Fett. Das Liposuktionsprodukt ist eine Quelle für die darin enthaltenen 

Stammzellen, welche eine breite Differenzierungskapazität bis hin zum Kardiomyozyt 

aufweisen (Suzuki et al., 2015). Deren Multipotenz macht Sie zur Basis des Tissue-Engineering 

und ermöglicht die Herstellung von klinisch applizierbarem Gewebe, welches eine 

vielversprechende Alternative zu klassischen Techniken für rekonstruktiv-kosmetische 

Fragestellungen wie angeborenen Fehlbildungen, Brustaufbauten oder komplexen Traumata 

darstellt (Katz et al., 1999; C. W. Patrick, Jr., 2001). 

1.2 Adipose-Tissue-Engineering 

Aufgrund der Limitationen der bisherigen chirurgischen Möglichkeiten sind die Bestrebungen 

nach neuen Techniken mit patientenfreundlichen Materialien nachvollziehbar. Ein Produkt 

des Tissue-Engineering beinhaltet eine Auswahl oder Kombination folgender Komponenten: 

(1) Zellen, aufgebracht auf (2) ein Trägermaterial (engl. „scaffold"), welches sowohl Volumen 

und Form definiert, als auch (3) Faktoren zur Beeinflussung der zellulären Entwicklung 

beherbergen kann. Der vierte Teil besteht aus einer vaskulären Komponente zur Verbesserung 

der Blutversorgung des Gesamtkonstrukts (C. W. Patrick et al., 2008). 

1.2.1 Zellen 

Die verwendete Zellreihe sollte durch minimalinvasive Eingriffe und standardisierte Prozesse 

in ausreichender Quantität zu gewinnen sein ohne exzessive Schäden im Spendergewebe 

zurückzulassen. Alternativ sind Zellen mit Potential zur in-vitro-Expansion ohne Verlust der 

Differenzierungs- und Proliferationsfähigkeit eine mögliche Quelle. Um eine Immunantwort 

im Sinne einer graft-vs.-host-disease (GvHD) zu vermeiden, sollten die Zellen autolog 

transplantiert werden oder im Falle einer allogenen Transplantation hypo- bis nicht-

immunogen sein (Bauer-Kreisel et al., 2010). 

Wie bereits angedeutet, ist die Verwendung von reifen Adipozyten, wie zum Beispiel beim „fat 

grafting", nicht zielführend. Deren ausdifferenzierter Zustand, die damit einhergehende 

geringe Hypoxietoleranz (von Heimburg et al., 2005) sowie die Vulnerabilität gegenüber 

mechanischer Zerstörung durch die große Menge an intrazellulärem Fett kompromittiert 

sowohl Transplantationsfähigkeit als auch Langzeitüberleben und Volumenstabilität (C. W. 

Patrick, Jr., 2001; Weiser et al., 2008).  
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1.2.1.1 Adipose-derived stromal and stem cells (ASC)  

2001 wurden adipose-derived stem and stromal cells (ASC) erstmals von Zuk et al. beschrieben 

(Zuk et al., 2002; Zuk et al., 2001). Zugrunde lag die Suche nach Alternativen zur Gewinnung 

von Stammzellen, welche bis dahin hauptsächlich aus dem Knochenmark („multipotent 

mesenchymal stromal cells", MSC) extrahiert wurden, deren Ernte jedoch mit geringer 

Zellausbeute und hoher Spendermorbidität verbunden ist (Bourin et al., 2013; Bunnell et al., 

2008; Zuk et al., 2002). Die Möglichkeit zur technisch simplen Gewinnung großer Mengen 

proliferationsfähiger Stammzellen ohne Schaffung eines relevanten Defekts wird von 

Fettgewebe erfüllt (Bauer-Kreisel et al., 2010). Die ASC werden aus einem durch enzymatische 

Verdauung, Zentrifugation und Reinigung aufbereiteten Lipoaspirationsprodukt, der Stroma-

Vaskulären-Fraktion (SVF) isoliert, was im Material- und Methoden-Teil dieser Arbeit genauer 

erläutert wird (Bourin et al., 2013; Bunnell et al., 2008). 

Eingehende Charakterisierung der ASC im Vergleich zu MSC zeigte gleichermaßen Adhärenz 

zu Plastikoberflächen, Selbsterneuerungkapazität sowie breite, jedoch nicht vollständige 

Übereinstimmung hinsichtlich Zelloberflächenmarkern (cluster-of-differentiation, CD). 

Unterschiede zeigten sich demnach v. a. in CD36 und CD106, Oberflächenmarker 

hämatopoetischer Zellen (Bourin et al., 2013). Bezüglich der Expression einzelner Marker auf 

ASC, darunter CD34, herrscht bis heute kein Konsens in der Literatur (Mildmay-White et al., 

2017). 

Tabelle 1:  Unterschiede in cluster-of-differentiation (CD) zwischen SVF, ASC und MSC 

Sowohl adipose-derived stromal and stem cells (ASC) als auch Stroma-Vaskuläre-Fraktion (SVF) 
und Mesenchymal Stem Cells (MSC) weisen unterschiedliche Oberflächenmarker-Profile auf. 

„++“ = >70 %, „+“ = 30−70 %, „+/-“ = > 2−30 %, „-“ = <2 %; „k. A.“ = keine Angabe (Bourin et al., 
2013, Seite 12, Tabelle 1 sowie Seite 14, Tabelle 3). 

Oberflächenmarker (CD) SVF ASC MSC 
CD10 k. A. ++ +/- 
CD13 (APN) +/- ++ ++ 
CD31 (PECAM-1) +/- (<20 %) - (<2 %) 

 

 

k. A. 
CD34  + +/- (variabel) - 
CD36 k. A. + - 
CD45 + - - 
CD73 (L-VAP-2) +/- ++ ++ 
CD90 (Thy-1) +/- ++ ++ 
CD105 (Endoglin) 

  

+/- ++ ++ 
CD106 (VCAM-1) k. A. +/- + 
CD235a (GYPA) k. A. - k. A. 

 
Des Weiteren bestätigte sich die multipotente Differenzierungsfähigkeit (Multipotenz) dieser 

Zellen. Unter adäquater Induktion konnte eine vergleichbare Genexpression und 
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Proteinsynthese wie bei Vorläuferzellen von Knorpel-, Knochen- und Myokardgewebe sowie 

Endothel- und Neuronalzellen beobachtet werden (Fraser et al., 2006; Zuk et al., 2002; Zuk et 

al., 2001). Seither beschrieben mehrere Arbeitsgruppen die multimodale 

Differenzierungskapazität der Stammzellen, was von Mildmay-White et al. zusammengefasst 

wurde (Mildmay-White et al., 2017): Osteogene (Dragoo et al., 2003; Halvorsen et al., 2000), 

myogene (Mizuno et al., 2002), chondrogene (Awad et al., 2003; Erickson et al., 2002; Y. Wei 

et al., 2007) und organspezifische (Dhanasekaran et al., 2013; Ruiz et al., 2010) 

Differenzierung. 

1.2.1.1.1 Angiogenetisches Potential der ASC 

Planat-Benard et al. zeigten an einem Versuch mit ischämischen, hinteren Gliedmaßen bei 

Mäusen, dass die eingebrachten, aus SVF isolierten ASC Neovaskularisationspotential haben. 

Nach intramuskulärer Injektion der ASC (CD13+, CD34+, CD45-, CD14-, CD144-, CD31-) zeigten 

sich bessere Ergebnisse in der mikroangiografischen Evaluation der ischämischen 

Gliedmaßen, was die Gruppe u. a. den in der Immunfluoreszenz detektierten CD31-positiven 

Zellen (CD31; Marker endothelial differenzierter Zellen) zuschreibt. Dies spricht für eine 

enorme Differenzierungskapazität von initial CD31-negativen ASC und zeigt deren Potential 

zur Vaskularisierung auf. Als weitere kausale Theorie der Neovaskularisation zogen Planat-

Bernrad et al. die Sekretion von pro-angiogenetischen Faktoren wie vascular-endothelial 

growth factor (VEGF) in Erwägung (Planat-Benard et al., 2004). Bemerkenswerterweise 

scheinen ASC die Fähigkeit zu besitzen, selbst ohne externe Induktion mit pro-

angiogenetischen VEGF durch autokrine Sekretion eben jenes und weiterer Faktoren 

endotheliale Strukturen zu bilden. Vor allem unter hypoxischen Bedingungen findet eine 

signifikant höhere Sekretion von VEGF statt (Fraser et al., 2006; Rehman et al., 2004).  

1.2.1.2 Verwendung der Stroma-Vaskulären-Faktion (SVF)  

Die bereits erwähnten ASC befinden sich, bevor sie isoliert und expandiert werden, in einem 

Zellgemisch, der Stroma-Vaskulären-Fraktion (SVF). Diese enthält neben adipogenen 

Stammzellen hämatopoetische Zellen, Endothelzellen und Immunzellen wie Lymphozyten, 

Monozyten und Makrophagen (siehe Tabelle 2:  Zellen in der SVF) (Dykstra et al., 2017, 

Bourin et al., 2013,). Deren Zusammensetzung ist heterogen und abhängig von verschiedenen 

Einflussfaktoren: von den Spendern und deren Körperfettanteil, der Spenderregion 

(abdominell, gluteal, viszeral, peritoneal etc.), der Mechanik der Liposuktion sowie der Art der 

enzymatischen Prozessierung (Bourin et al., 2013; Dykstra et al., 2017; Silva et al., 2017; Silva 

et al., 2015).  



 Einleitung 6 

Tabelle 2:  Zellen in der SVF  

Während Adipose-dervied Stem and Stromal Cells (ASC) aus der Stroma-Vaskulären-Fraktion 
(SVF) isoliert werden, weißt die SVF eine breitere Zusammensetzung an Zellen 
unterschiedlicher Fraktionen auf (Dieser Tabelle liegen Daten der Quellen (1) Dykstra et al., 
2017, Grafik 1, Seite 1104 und (2) Bourin et al., 2013, Seite 13, Tabelle 2 zugrunde). 

Zelltyp Häufigkeit 
Mesenchymale Stamm- und Stromazellen 2−10 %1 
Stammzellen der Hämatopoese <0.1 %2 
M2 Monozyten und Makrophagen 10 %1 

Lymphozyten 10−15 %2 

Regulatorische T-Zellen (Treg) 5−70 % der CD4-positiven T-Zellen1 

Perizyten 3−5 %2 

stark differierend, abhängig vom 
Endothelzellen-/Perizyten-Verhältnis, 

für Fettgewebe 10:1 − 7:10 1 

Endotheliale Vorläuferzellen 7−30 %1 

 
Folglich unterscheiden sich die beiden Zelllinien auch in ihren CD-Profilen. Der 

Hauptunterschied sind die hämatopoetischen und angiogenetischen Oberflächenmarker 

CD45 und CD31, welche in Zelllinien der SVF vorkommen, während sie bei Charakterisierung 

von ASC-Zelllinien abwesend sind (vergleiche hierzu 1.2.1.1 sowie Tabelle 1: 

 Unterschiede in cluster-of-differentiation (CD) zwischen SVF, ASC und MSC) (Bourin et 

al., 2013). Zudem zeigt sich im Zuge der Isolation, Passagierung und Expansion der ASC aus der 

SVF ein Verlust der Expression von CD34-Oberflächenmarkern (Mitchell et al., 2006; 

Scherberich et al., 2013; Yoshimura et al., 2006). Die Kinetik des CD34-Verlusts scheint unter 

anderem abhängig von dem verwendeten Medium und den darin enthaltenen 

Induktionsfaktoren zu sein (Rehman et al., 2004; Yoshimura et al., 2006). Die Funktion von 

CD34 ist bislang nicht vollständig geklärt. Suga et al. zeigten eine verbesserte 

Differenzierungskapazität CD34-negativer Stammzellen, was impliziert, dass der CD34-Verlust 

eine Prägung der ASC zu einer bestimmten Zellabstammung (z. B.: adipogen oder osteogen) 

beinhaltet. CD34-positive ASC hingegen haben eine größere Proliferationskapazität und 

exprimieren im Vergleich vermehrt Marker von endothelialen Vorläuferzellen, während 

jedoch die Fähigkeit zur Bildung von kapillären Strukturen unabhängig vom CD34-Profil ist 

(Suga et al., 2009). Die Quantität der VEGF-Sekretion in Abhängigkeit von der Expression von 

CD34 wird in der Literatur unterschiedlich beschrieben (Kim et al., 2016; Suga et al., 2009). 
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1.2.2 In-vitro-Vorkultivierung der Zellen  

Die Basis der Kulturmedien bilden kommerziell erhältliche Lösungen aus Elektrolyten und 

Zellnährstoffen wie Proteine und Wachstumsfaktoren. Neben tierischen und somit für den 

klinischen Einsatz limitierten Produkten (z. B. Dulbecco's Modified Eagle's Medium/Ham's F-

12 DMEM/Ham's F-12 der Firma Invitrogen mit fetalem Rinderserum (fetal bovine serum, 

FBS)) stehen humane Serumlösungen (human-platelet lysate, thrombin-activated platelet-rich 

plasma) oder serumfreie Alternativen zur Verfügung (Lindroos et al., 2011).  

Neben dieser Grundkomposition beinhaltet die Zellkultur weitere Faktoren, welche die 

Differenzierung der multipotenten ASC hin zur gewünschten Zelllinie (adipogen, chondrogen, 

osteogen, etc.) anstoßen. Für die adipogene Differenzierung ist ein anfänglicher „commitment 

step" nötig, welcher die Stammzellen auf die adipogene Abstammungslinie limitiert, während 

Marker endständiger Differenzierung, wie sie reife Adipozyten exprimieren, noch fehlen 

(Lindroos et al., 2011). Für diesen initialen Schritt und die weitere Differenzierung zeigten sich 

Insulin, Isobutylmethylxanthin (IBMX) und Glucocorticoide wie Dexamethason bereits Ende 

des 20. Jahrhunderts als potente, pro-adipogene Induktionsfaktoren (Deslex et al., 1987; 

Hauner et al., 1989; Hauner et al., 1987).  

Zentrale Rollen auf molekularer Ebene spielen die Transkription und Aktivierung der Proteine 

peroxisome proliferator-activated receptor gamma (PPARγ) sowie CCAAT-enhancer binding 

protein alpha (C/EBPα), sowie andere Mitglieder der C/EBPs-Familie (Farmer, 2006; Moreno-

Navarrete et al., 2012; Volz et al., 2016). Diese werden entweder direkt oder mittels 

Signalkaskaden durch IBMX, Glucocorticoide, Insulin und Indomehtacin angestoßen (Volz et 

al., 2016). Faktoren wie basic-fibroblast-growth-factor (bFGF) greifen in die Signalkaskade des 

insulin-like-growth-factor-Rezeptors (IGF-Rezeptor) ein (Volz et al., 2016).  
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Abbildung 1:  Molecular mechanism of adipogenesis and its common in-vitro inducers.  

PPARgamma and C/EBPalpha are the main modulators of adipogenesis and their activation 
finally results  in the transcription of adipogenic genes. In-vitro they are activated by the 
addition of different molecules (highlighted in green) like glucocorticoids, insulin or IBMX. 
Abbreviations: AKT = PKB: protein kinase B, bFGF: basic-fibroblast-growth-factor, cAMP: 
cyclicadenosinemonophosphate, C/EBP: CCAAT-enhancer binding protein, FABP: fatty acid 
binding protein, GLUT: glucosetransporter, GS3-Kbeta: glycogen synthase 3 kinase beta, IBMX: 
isobutylmethylxanthine binding protein, IGF: insulin-like-growth-factor, MAPK: mitogen-
activated protein kinases, mTor: mammalian target of rapamycin, PIK3: phosphatidyl-3-kinase, 
PKA: protein kinase A, PPAR: peroxisome proliferator-activated receptor.1 (Volz et al. 2016, 
Seite 5, Grafik 1)  

 

Je nach gewünschter Differenzierung, sowie abhängig von der zugrunde liegenden Zellfraktion 

(SVF oder ASC) sind folglich verschiedene Medien und Induktionsfaktoren nötig. Während bei 

alleiniger Verwendung und Kultivierung von ASC die adipogene Differenzierung im 

Vordergrund steht, muss bei Applikation von SVF auch die Einflussnahme auf die 

endothelialen Progenitorzellen bedacht werden. Diese Induktion zweier unterschiedlicher 

Zelllinien ist in gewisser Weise ein Spagat: Wittmann et al. 2015 kultivierten in einer stabilen 

Fibrinformulierung eingebrachte SVF-Zellen in einer Mischung aus „preadipocyte-growth-

medium-2“ (PGM-2) und „endothelial-growth-medium-2“ (EGM-2) und evaluierten den 

 

1 Molekulare Mechanismen der Adipogenese und deren gängigen Induktoren in-vitro.  

PPARγ und C/EBPα sind die Hauptmodulatoren der Adipogenese und ihre Aktivierung hat die Transkription von 
pro-adipogenen Genen zur Folge. In-vitro werden Sie durch die Zugabe verschiedener Moleküle (hervorgehoben 
in grün), wie Glucokortikoide, Insulin oder IBMX aktiviert. Abkürzungen: AKT = PKB: Proteinkinase B; bFGF: basic-
fibroblast-growth-factor; cAMP: cyclic adenosine monophosphate; C/EBP: CCAAT-enhancer binding protein; 
FABP: fatty acid binding protein; GLUT: glucose transporter, GS3-Kbeta: glycogen synthase 3 kinase beta; IBMX: 
isobutylmethylxanthine binding protein; IGF: insulin-like growth factor; MAPK: mitogen-activated protein kinase; 
mTOR: mammalian target of rapamycin; PIK3: phosphatidyl-3-kinase; PKA: protein kinase A; PPARγ: peroxisome 
proliferator-activated receptor gamma (Übersetzung des Autors, Volz et al., 2016, Seite 5, Grafik 1). 
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Einfluss von adipogener Induktion auf Adipo- und Angiogenese in-vitro (Wittmann et al., 

2015). Wichtig ist hierbei die Unterscheidung zwischen Vorkultivierung mit „growth-medium“ 

(PGM-2 und/oder EGM-2) sowie Vorkultivierung und Induktion (PGM-2, EGM-2 mit 

zusätzlichen Faktoren mit Einfluss auf den PPARγ- und C/EBPα-Signaltransduktionsweg). 

Eben jene Arbeitsgruppe zeigte Folgendes: Der vollständige Verzicht auf eine Vorkultur 

kompromittiert das Überleben der eingebrachten Zellen. Die adipogene Induktion begünstigt 

die Entstehung von lipidgefüllten Adipozyten, kompromittiert jedoch die Bildung von CD31-

positiver, prävaskulärer Strukturen. Reine Vorkultur mit PGM-2 und EGM-2 und Verzicht auf 

adipogene Induktion hingegen kompromittiert die Entstehung von reifen, lipidgefüllten 

Adipozyten, fördert jedoch die Bildung eines Gefäßnetzwerks (Wittmann et al., 2015). 

Letzteres schreiben die Autoren den in der Zellkultur enthaltenen Faktoren „fibroblast-growth 

factor-2“ (FGF-2) sowie VEGF und deren Einfluss auf die endothelialen Vorläuferzellen 

innerhalb der SVF zu (Wittmann et al., 2015). Zusammenfassend scheint die adipogene 

Induktion positiven Einfluss auf die Entstehung von Fettgewebe und negativen Einfluss auf die 

Angiogenese zu haben (Wittmann et al., 2015).  

Neben der Art und Weise der Vorkultivierung mit oder ohne Induktion ist die Dauer der 

Vorkultur entscheidend. Diese bestimmt den Entwicklungsstand der Zellen zum Zeitpunkt der 

in-vivo-Implantation des präfabrizierten Konstrukts. Letztendlich ist der optimale 

Implantationszeitpunkt entscheidend: Vollständiger Verzicht auf Vorkultur, sozusagen die 

direkte Beimpfung und Implantation von zellhaltigen Konstrukten, verpasst den ersten, 

bereits erwähnten „commitment step" der Vorläuferzellen und somit den Beginn der 

adipogenen Differenzierung. Dies zeigten Versuche mit 3T3-L1-Präadipozyten, welche selbst 

nach zwölfwöchiger in-vivo-Phase kein Fettgewebe bildeten (Fischbach et al., 2004; Weiser et 

al., 2008). Weiterhin zeigten Weiser et al., dass eine langfristig angelegte Vorkultur von 35 

Tagen zur Ausdifferenzierung der eingebrachten Zellen mit histologischer Ähnlichkeit zu 

nativem Fettgewebe führt. Aufgrund der geringen Hypoxietoleranz endständig differenzierter 

Adipozyten unterliegen diese Konstrukte mit langer Vorkulturperiode ähnlichen 

Einschränkungen wie freie Fettgrafts: Bereits vier Wochen nach Implantation zeigen sich 

nekrotische Veränderungen, da sich die Vaskularisierung eben jener Konstrukte unzureichend 

zeigte. Eine Vorkulturdauer von zwei bis neun Tagen zeigte sich für die 3T3-L1-Präadipozyten 

als ausreichend, um in-vivo zufriedenstellende Ergebnisse zu erreichen (Weiser et al., 2008).  
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Hierbei muss man jedoch anmerken, dass, wie der Name bereit suggeriert, die verwendeten 

Zellen, anders als frisch isolierte ASC, bereits in Richtung der adipogenen Zelllinie differenziert 

sind. Für die Versuche mit SVF und ASC zeigten sich Vorkulturperioden von bis zu sieben Tagen 

als praktikabel und vielversprechend (Storck et al., 2017; Weiser et al., 2008; Wittmann et al., 

2015; Wittmann et al., 2016). 

1.2.3 Trägermaterialien und Applikationsart 

1.2.3.1 Trägermaterialien und deren Eigenschaften 

Die Körperverträglichkeit der Grundstoffe sowie deren Form- und Volumenstabilität ist ein 

wichtiger Anspruch an Materialien im Tissue-Engineering. Im Falle der Verwendung von 

bioabbaubaren Stoffen sollte die Dauer der Desintegration optimalerweise ähnliche Kinetik 

wie die Bildung von nachhaltigem, zusammenhängenden Gewebe aufweisen. Weitere 

spezifische Voraussetzungen der Trägermaterialien sind Poren zur Aufnahme der 

eingebrachten Zellen, welche einerseits groß genug für die wachsenden Adipozyten sein 

sollten (> 100 μm) und andererseits Vaskularisierung durch Interkonnektivität der Poren 

ermöglichen sollten (Bauer-Kreisel et al., 2010). Letzteres zeigten Marino et al. mittels 

Zellträgern aus Polycaprolactone (PCL) (Marino et al., 2012).  

Die Verwendung von nicht-bioabbaubaren Trägermaterialien, wie z. B. formstabilen, mit 

Matrigel und „basic-fibroblast-growth-factor“ (bFGF) gefüllten Silikongewölben konnte die 

einwachsenden, sehr fragilen Adipozyten vor mechanischer Belastung bewahren (Walton et 

al., 2004). Allerdings birgt das Einbringen nicht-bioabbaubarer Materialien Risiken wie 

allergische Reaktionen und Kapselkontrakturen (eine Verhärtung der das Transplantat 

umgebenden Membran) (Bauer-Kreisel et al., 2010; C. W. Patrick, Jr., 2001). Trotz dieser 

Komplikationen ließen sich verträgliche Materialien finden, was Zhan et al. auflisten (Zhan et 

al., 2016): Darunter unter anderem Typ-1-Kollagenschwämme (Chan et al., 2016), injizierbare 

Konstrukte auf Seiden- (Bellas et al., 2015) sowie „polyglycolic-/polylactic-acid“ (PGA/PLA)-

Basis (Deng et al., 2015).  

Weiser et al. verwendeten in ihrem bereits vorgestellten Versuch mit 3T3-L1-Zellen 

körperverträgliche, bioabbaubare Konstrukte aus Polyglykolsäure, welche unter anderem zur 

Herstellung von resorbierbarem Nahtmaterial verwendet wird. Dieses Material zeigte positive 

Ergebnisse hinsichtlich der Unterstützung von Adipo- und Angiogenese, allerdings 

schrumpften die Gesamtkonstrukte (Weiser et al., 2008). Für klinische Anwendung ist dies 

inakzeptabel, da die Volumenstabilität ein Alleinstellungsmerkmal des Tissue-Engineering 



 Einleitung 11 

gegenüber chirurgischen Techniken sein sollte (vgl. Punkt 1.1). Volumenstabilität konnten 

Wittmann et al. mit einem Poly(ε-caprolacton)-basierendem Polyurethan-Schwamm (PU) 

demonstrieren. Mit einem Abbauzeitraum von 1−1,5 Jahren eignet sich dieses Material als 

Unterstützungsstruktur bis stabiles, körpereigenes Gewebe entstanden ist. Mit einer 

Porengröße von 438 ± 73 μm haben die eingebrachten Zellen Platz und werden während der 

Differenzierung vor mechanischer Kompromittierung geschützt. Zudem bilden die 

Verbindungen von 152 ± 28 μm ideale Voraussetzungen für die Entstehung eines kapillären 

Netzwerks (Wittmann et al., 2016). Aufgrund dessen werden eben jene Träger auch in dieser 

Arbeit verwendet.  

1.2.3.2 Fibrinformulierung 

Die zur Volumenstabilisierung geeigneten PU-Schwämme werden zur optimalen Integration 

der Zellen in das Gesamtkonstrukt mit einem Fibringel versetzt. Eine von Wittmann et al. 

selbst hergestellte und zuvor bereits etablierte Fibrinformulierung, sogenanntes „stable 

fibrin“ (Eyrich et al., 2007), zeigte sich sowohl kurz- als auch mittelfristig (21 Tage) 

volumenstabil. Kommerziell erhältliches TissuCol® zeigt bei Anwendung ohne unterstützende 

Struktur einen Volumenverlust von bis zu 60 % (Wittmann et al., 2016).  

Die verwendete Fibrinformulierung beeinflusst die im Gesamtkonstrukt enthaltenen Zellen 

unterschiedlich. Während die Kombination aus stabiler Fibrinformulierung mit Zellen der SVF 

sich gegenüber TissuCol® als unterlegen bezüglich des Einflusses auf Adipo- und Angiogenese 

auf zellulärer Ebene zeigte (Wittmann et al., 2015), konnten Storck et al. 2017 mittels einer 

Kombination aus stabiler Fibrinformulierung, PU-Schaum und ASC als Zellquelle 

hervorragende Volumenstabilität und zufriedenstellende Adipo- sowie Angiogenese 

demonstrieren (Storck et al., 2017). In Kombination mit zellfreundlichem, schnell abbaubaren 

TissuCol® lassen sich sowohl für ASC als auch für SVF als Zellquelle zufriedenstellende 

Ergebnisse bei kurzen Implantationszeiträumen erreichen (Torio-Padron et al., 2007; 

Wittmann et al., 2015). Auch in dieser Arbeit wird, auf Basis der bisherigen Ergebnisse, 

TissuCol® als Fibrinformulierung verwendet. Weitere Applikationsarten werden unter Punkt  

1.2.5 „Beispiele experimenteller Ansätze“ vorgestellt.  

1.2.4 Angiogenese und chirurgische Vaskularisierung  

Das Zusammenspiel von Stammzellen, Adipozyten und Endothelzellen ist eine natürliche 

Eigenschaft von nativem Fettgewebe (Huber et al., 2015; Volz et al., 2016). Eine vaskuläre 

Struktur im Konstrukt zu etablieren ist essenziell, da die Nährstoff- und Sauerstoffversorgung 
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eines großvolumigen Konstrukts und den darin enthaltenen Zellen garantiert werden muss. 

Dies ist wiederum die Basis für nachhaltige Vitalität und Volumenstabilität (Volz et al., 2017).  

Ansätze hierzu sind neben der angiogenetischen Kapazität der Zellen selbst (vgl. Punkt  

1.2.1.1.1 und Punkt 1.2.1.2) das Konzept der Vaskularisierung durch Kapillarfragmente, 

sogenannte „adipose-tissue derived microvascular fragments" (ad-MF), ein Zell- und 

Gewebekonglomerat, welches ähnlich isoliert wird wie SVF-Zellen, allerdings mit weitaus 

kürzerer enzymatischer Verdauung, was zum Erhalt von Gefäßstrukturen führt (Frueh et al., 

2017b; Laschke et al., 2012). In-vivo setzen sich diese Fragmente wieder zusammen, bilden 

Verbindungen zum Gefäßsystem des Empfängers und initiieren die Bildung eines 

Lymphsystems (Frueh et al., 2017a). Allerdings befasste sich bis dato keine Studie mit dem 

Vergleich zwischen eben jenen ad-MF und ihrer „Schwesterfraktion", der SVF. Eine weitere 

Verbesserung der Vaskularisierung sowie die Möglichkeit zur sekundären Transplantation 

eines Konstrukts und dessen Gefäßversorgung nach Vorbild der Lappenplastik mit geringerer 

iatrogener Morbidität kann durch chirurgische Intervention erreicht werden: Cronin et al. 

verglichen Durchfluss- (flow-through) und ligierte Gefäßanschlüsse (ligated pedicle) für 

verschiedene, nicht-zellbesiedelte Trägermaterialien und zeigten bessere Ergebnisse 

hinsichtlich Gefäßdurchlässigkeit und Vaskularisierung in der Gruppe des Durchflussgefäßes 

(Cronin et al., 2004). Diverse Arbeitsgruppen bestätigten diese Ergebnisse und erzielten mit 

der Operationstechnik eines sog. „Arteriovenösen-Durchfluss-Gefäß" (AV-flow through 

bundle) verlässliche, profunde und reproduzierbare Vaskularisierung (Burghartz et al., 2015; 

Freiman et al., 2018; Storck et al., 2017; Wiggenhauser et al., 2012), welche die Möglichkeit 

einer sekundären Transplantation des Konstrukts und dessen Gefäßanschlusses im 

Empfängergewebe eröffnet.  

1.2.5 Beispiele experimenteller Ansätze 

1.2.5.1 Zelllose Herangehensweise 

Essenzielle Unterschiede im Adipose-Tissue-Engineering bringt die Frage nach zellhaltigen 

oder zelllosen Strategien mit sich. Letztere sind im Bezug auf Zeit- und Kostenintensivität klar 

im Vorteil, da weder Zellgewinnung oder -vorbehandlung nötig ist, noch immunologische 

Probleme auftreten können (Wnek et al. 2008, zitiert nach Bauer-Kreisel at al. 2010, S. 800). 

Allerdings ist folglich eine Migration von körpereigenen Zellen in das implantierte Konstrukt 

nötig, sogenannte de-novo-Adipogenese (C. W. Patrick et al., 2008).  Diese Rekrutierung von 

körpereigenen Zellen steht unter multifaktoriellen Einflüssen, was Form, Größe und 
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Ausdehnung des entstehenden Gewebes unzureichend kontrollierbar macht (Bauer-Kreisel et 

al., 2010). Beispiele für zelllose Ansätze listen Bauer-Kreisel et al. (Bauer-Kreisel et al., 2010) 

sowie Patrick et al. (C. W. Patrick et al., 2008) auf.  

1.2.5.2 Zellhaltige Ansätze 

Wie bereits erwähnt, konnten mit einer Kombination aus PU-Schwämmen, wie sie auch in 

dieser Arbeit verwendet werden, und ASC in stabiler Fibrinformulierung vielversprechende 

Ergebnisse erzielt werden (Griessl et al., 2018; Storck et al., 2017; Wittmann et al., 2016). 

Unter adipogener Induktion entwickelten sich zusammenhängende, gut vaskularisierte 

Fettgewebsverbände. Bei zusätzlicher Exposition gegenüber einem fettreichen Mikromilieu 

zeigte sich eine weitere Verbesserung der adipogenen Kapazitäten (Storck et al., 2017; 

Wittmann et al., 2016).  

Jedoch sind ASC, ihre Isolierung von der SVF und anschließende Kultivierung zeit-, personal-, 

und folglich kostenintensiv. Des Weiteren ist im Hinblick auf klinische Translation eine 

Applikation in einer einzigen, therapeutischen Sitzung schwer umzusetzen.  

Autologe Transplantierbarkeit und einfache Gewinnung ohne zwingend notwendige 

Kultivierung sind klare Vorteile der SVF und ermöglichen eine kostengünstige Anwendung. In-

vitro-Versuche zeigten eine vielversprechende Alternative zu ASC und die Differenzierung in 

sowohl Adipozyten als auch endotheliale Strukturen (Lin et al., 2011; Zimmerlin et al., 2013). 

Die ersten in-vivo-Versuche im Bereich des Adipose-Tissue-Engineering wurde von Stillaert et 

al. 2007 und Wittmann et al. 2015 durchgeführt: Das bereits erwähnte Matrigel® wurde mit 

exzidiertem Fettgewebe bzw. SVF angewandt, mittels Silikonkonstrukten implantiert und mit 

einem AV-Durchflussgefäß vaskularisiert (Stillaert et al., 2007). Wittmann et al. 2015 

verwendeten gepoolte SVF-Zellen, welche in Fibrin eingebracht und in Glassringen geliert 

wurden. Das entstandene, zylinderförmige Konstrukt wurde einerseits in-vitro kultiviert sowie 

in einem Pilotversuch in athymische Mäuse implantiert und hinsichtlich Volumenstabilität, 

Adipo- und Angiogenese evaluiert. Verglichen wurden verschiedene Fibrinformulierungen 

(vgl. Punkt 1.2.3.2) sowie der Einfluss einer in-vitro-Vorkultivierung der Zell-Fibrin-Konstrukte 

(vgl. Punkt 1.2.2). Die Gruppe konnte zeigen, dass die heterogene Zellpopulation in der SVF 

eine mögliche alternative Zellfraktion im Adipose-Tissue-Engineering darstellt (Wittmann et 

al., 2015).  

Übertragbarkeit vom Labor in das klinische Setting wird von van Dongen et al. unterstützt: Die 

Ergebnisse von zweizeitiger, laborbasierter Prozessierung mittels Kollagenase und 
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intraoperativer Isolation der SVF sind hinsichtlich Qualität und Quantität von Zellen 

vergleichbar. Jedoch ist ein intraoperatives Setting zeiteffektiver und somit für die klinische 

Anwendung besser geeignet (van Dongen et al., 2018). Des Weiteren gibt es automatisierte 

Systeme zur zügigen Gewinnung von SVF-Zellen, was die klinische Anwendbarkeit weiter 

vereinfacht (Aronowitz et al., 2016; Rodriguez et al., 2017).  

1.3 Tiermodelle 

Es ist üblich, Adipose-Tissue-Engineering am Kleintiermodell (Maus oder Ratte) durchzuführen 

(C. W. Patrick et al., 2008). Aufgrund der positiven, am ehesten Insulin-like-growth-factor-

vermittelten Einflüsse von Östrogenen auf die Adipogenese, sowie gegenteiligen Effekten von 

Androgenen (Dieudonne et al., 2000), liegt die Verwendung weiblicher Tiermodelle nahe. 

Sofern Zellen anderer Spezies verwendet werden (xenogene Transplantation), werden 

immundepletierte Tierstämme verwendet. (C. W. Patrick et al., 2008).  

Ein Beispiel hierfür sind Mäuse mit homozygoter Deletion des Foxn1-Gens (NMRI-

Foxn1nu/Foxn1nu-Mäuse; Charles River Laboratories, Sulzfeld, Deutschland). Dieses Gen ist ein 

essenzieller Faktor in der Thymusevolution und -funktion (Vaidya et al., 2016).  Beim 

Menschen führt eine loss-of-function-Mutation eben jenes Gens neben fehlendem Haarwuchs 

und Nageldystrophie zu einer schweren Einschränkung des Immunsystems (severe combined 

immunodeficiency, SCID).  Zugrunde liegend ist hierbei ein insuffizientes bzw. nicht 

vorhandenes T-Zell-Immunsystem sowie eine teilweise gestörte Entwicklung weiterer Teile 

des zellulären Immunsystems (B- und Natürliche-Killer-Zellen) (Rota et al., 2017; Tasher et al., 

2012). Derartige und vergleichbare, athymische Mausmodelle wurden in ca. 35 % der Studien 

bis 2007 verwendet (C. W. Patrick et al., 2008) 

1.4 Mediatoren- und Bausteinmodell  

Uneinigkeit herrscht im Forschungsgebiet des Tissue-Engineering bezüglich der Herkunft des 

Gewebes, welches das Konstrukt zum Zeitpunkt der Analyse auskleidet.  

Während in bisherigen Studien die Ausdifferenzierung von eingebrachten Vorläuferzellen, 

hauptsächlich ASC, zu zusammenhängenden Gewebeverbänden, das Hauptziel war, zeigten 

Storck et al., dass nach zwöfwöchiger Implantation von humanen ASC in PU-/stable-fibrin-

Konstrukten die ursprünglichen Zellen durch murines Gewebe ersetzt wurden (Storck et al., 
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2017). Bereits in einem vorher durchgeführten fünfwöchigen in-vivo-Pilotprojekt mit 

chirurgischer Vaskularisierung zeigten sich rein murine Zellverbände (Wittmann et al., 2016). 

Ähnliches beobachteten Stillaert et al. in der bereits vorgestellten Studie mit Matrigel®:  Dass 

in SVF-haltigen Konstrukten nach sechswöchiger in-vivo-Phase der Hauptanteil der 

entstandenen Adipozyten murinen Ursprungs sind. Die Autoren schlussfolgern daraus, dass 

bei in-vivo-Implantation die eingebrachten Zellen nicht als Vorläuferzellen, vielmehr jedoch 

als Induktoren und Mediatoren der Adipogenese fungieren und Letztere von Zellen des 

Transplantatempfängers ausgeht (Stillaert et al., 2007).  

Somit sind zwei, sich zum Teil überlappende Theorien möglich: Einerseits die Entwicklung der 

eingebrachten Vorläuferzellen zu ausdifferenzierten Gewebeverbänden, im Sinne eines 

Bausteinprinzips. Andererseits die mediatorengetriggerte Einwanderung und anschließende 

Differenzierung von Zellen des Transplantatempfängers (Bauer-Kreisel et al., 2010; Gimble et 

al., 2007; Tsuji et al., 2009; Volz et al., 2016).  
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1.5 Fragestellung dieser Arbeit  

Die Konsequenzen aus den Ergebnissen von Wittmann et al. (Wittmann et al., 2015) sind, einer 

weiteren Zellfraktion Beachtung zu schenken und diese mit den „klassisch" verwendeten ASC 

am Tiermodell zu vergleichen. Diese Arbeit widmet sich somit der Übertragung bisherigen 

Wissens der Forschung mit ASC hinsichtlich Vorkultivierung und deren Dauer, Applikationsart 

mit eventuellen Trägermaterialien, Implantationstechnik und -ort sowie chirurgischer 

Vaskularisierung auf eine neue Zellfraktion. In Einklang mit den bisherigen Ergebnissen 

unserer Arbeitsgruppe um Katharina Storck-Hauber (Hals-Nasen-Ohrenklinik und Poliklinik, 

Technische Universität München) und Thorsten Blunk (Klinik und Poliklinik für Unfall-, Hand-, 

Plastische-, und Wiederherstellungschirurgie, Universitätsklinikum Würzburg) (Griessl et al., 

2018; Storck et al., 2017; Wittmann et al., 2015; Wittmann et al., 2016) werden in dieser Arbeit 

ASC- bzw. SVF-basierende, vorkultivierte und nicht-vorkultivierte, gleichermaßen 

vaskularisierte Konstrukte aus PU-Schwämmen und TissuCol®-Fibrinformulierung verglichen.  

Wie bereits erwähnt, enthält die Zellfraktion der SVF neben ASC auch endotheliale Zellen und 

Makrophagen (Bourin et al., 2013). Ob diese Unterschiede hinsichtlich der Zusammensetzung 

mit größerem adipo- und angiogenetischem Potential in-vivo einhergehen, soll in dieser Arbeit 

erneut thematisiert werden. Weiterhin soll  der Einfluss einer adaptierten, pro-adipo- und 

angiogenetischen Vorkultur in Kombination mit adipogener Induktion auf die 

Gewebsentstehung, insbesondere im Hinblick auf jüngere Arbeiten, welche das 

Bausteinmodell in Frage stellen und mediatorenbasierte Theorien in den Vordergrund 

stellten, evaluiert werden (Griessl et al., 2018; Storck et al., 2017). 

Die SVF als Zellfraktion hat den Vorteil, auf zeit- und kostenintensive Passagierung verzichten 

zu können, was deren Translation zur klinischen Anwendbarkeit als autologes Material 

greifbar macht. Dies wurde von Saxer et al. im Falle von proximalen Humerusfrakturen im 

Tissue-Engineering von Knochen bereits erfolgreich demonstriert (Saxer et al., 2016). 

Letztendliches Ziel ist die Generierung eines präfabrizierten Lappens, was bisher im Bereich 

der Plastischen Chirurgie Anwendung findet:  

„Bei der Präfabrikation wird ein neuer Gefäßstiel in den zu transplantierenden Lappen 

eingebracht, z. B. ein AV-Loop oder ein Gefäßstiel, sodass die Lappenplastik nach einer 

Phase der Neovaskularisation der hinzugefügten Gefäße mit diesen als 

Hauptversorgung transplantiert werden kann.“ (Vogt P. M., 2011, S. 94)  
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 Material und Methoden 
___________________________________________________________________________ 

Im folgenden Abschnitt werden Versuchsaufbau und Durchführung sowie die Auswertung der 

Tierversuche dargelegt. Des Weiteren werden alle verwendeten Materialien aufgeführt. 

2.1 Herstellung der Komposit-Konstrukte in-vitro  

Die Herstellung der Konstrukte, inklusive Zellgewinnung, wurde von der Arbeitsgruppe unter 

der Leitung von Herrn Prof. Dr. Torsten Blunk am Universitätsklinikum Würzburg 

übernommen. 

2.1.1 Vorbereitung der Konstruktkomponenten 

Die implantierten Konstrukte bestehen aus einem auf Poly-(ε-caprolacton)-basierenden 

Polyurethan-Schwamm (PU), der als Trägermaterial zur Inokulierung der im Folgenden 

aufgeführten Zellfraktionen in Verbindung mit definierten Fibrinformulierung dient. Alle 

beschriebenen Arbeiten wurden an einer Reinraumwerkbank unter sterilen Bedingungen 

durchgeführt. Die Kultivierung der Zellen erfolgte in einem Brutschrank bei 37°C und 5 % CO2. 

2.1.1.1 Zellgewinnung  

2.1.1.1.1 Herstellung der Stroma-Vaskulären-Fraktion (SVF) aus dem subkutanen 

Fettgewebe 

Die Fettgewinnung zur Herstellung der Stroma-Vaskulären-Fraktion (SVF) fand mittels 

Liposuktion abdomineller, subkutaner Fettdepots statt. Die Proben wurden von drei 

gesunden, weiblichen Probanden im Alter von 30−56 Jahren mit einem BMI von 27-32 kg/m2 

gewonnen. Von allen Patientinnen wurde eine schriftliche Einverständniserklärung 

unterschrieben. Die Studiendurchführung wurde vom Ethikkommission der Universität 

Würzburg, Deutschland bewilligt (AZ: 55.2-1-54-2532-130-11). Bei der Herstellung der SVF 

wurde nach bereits etablierten und von der eigenen Arbeitsgruppe bereits angewendeten 

Protokollen vorgegangen (Wittmann et al., 2015).  

Das gewonnene Material wurde zerkleinert, im Verhältnis 1:1 mit 0.1 % Kollagenase NB4 des 

Clostridium histolyticum und Kollagenase Puffer (Hepes 0.1 M, NaCL 0.12 M, KCl 0.05 M, CaCl2 

0.001 M, Glukose 0.005 M, 1.5 % Bovinem Serum Albumin (BSA); 100 mL pro 100g Gewebe) 

in 50ml Polypropylen Zentrifugenröhrchen gegeben und für zwei Stunden bei 37°C in einem 

Horizontalschüttler verdaut. Zum Stoppen der Verdaureaktion wurde das Gemisch im 
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Verhältnis 1:1 mit einem Basalmedium, bestehend aus Dulbecco's Modified Eagle's 

Medium/Ham's F-12 (DMEM/F12;), 1 % Penicillin-Streptomycin (100 U/mL Penicillin, 0.1 

mg/mL Streptomycin) sowie 10 % fetal-bovine-serum (FBS) gemischt und zentrifugiert (10 

Minuten, 300 g). Nach Absaugen des Überstandes wurde das verbliebene Zellpellet mit 

Phosphat-gepufferter Kochsalzlösung (PBS) resuspendiert und Gewebereste mittels Filtration 

durch einen Zellsieb (cellstrainer) mit 100 μm Porengröße entfernt. Anschließend erfolgte 

zweimalige Zentrifugation (300 g, 10 min) sowie Waschung des Zellkonglomerats in PBS. Die 

nach Absaugen des Überstandes gewonnene SVF wurde in 1 ml Basalmedium aufgenommen. 

Hierzu wurden 5 % DMSO zugefügt. Danach wurde die Zellsuspension bis zur weiteren 

Verwendung kryokonserviert.  

2.1.1.1.2 Isolation der ASC 

Die Fettgewinnung zur Herstellung der ASC fand mittels Liposuktion abdomineller, subkutaner 

Fettdepots statt. Die Proben wurden von drei gesunden, weiblichen Probanden im Alter von 

42−56 Jahren mit einem BMI von 26-37 kg/m2 gewonnen. Von allen Patientinnen wurde eine 

schriftliche Einverständniserklärung unterschrieben. Bei der Isolation der ASC wurde nach 

bereits etablierten und von der eigenen Arbeitsgruppe bereits angewendeten Protokollen 

vorgegangen (Storck et al., 2017; Wittmann et al., 2016).  

Aus dem Liposuktionsprodukt wurde nach obigem Protokoll SVF gewonnen und bis zur 

weiteren Verarbeitung kryokonserviert. Nach dem Auftauen der Zellfraktion in Basalmedium 

wurde diese in Kulturflaschen aus Plastik gegeben. Nach 18 bis 24 Stunden Kultivierung bei 

37°C und 5 % CO2 erfolgte die Selektion der ASC durch deren Plastikadhärenz an den 

Kulturflaschenwänden. Die nicht adhärente Fraktion, inklusive kontaminierenden 

Erythrozyten, wurde entfernt und frisches Medium zugegeben. Die Zellen wurden alle zwei 

Tage mit frischem Medium versorgt. Nach Erreichen einer Zelldichte von mindestens 75 % 

wurden die Zellen passagiert. Hierbei wird die Primärkultur als P0 und jede weitere Passage 

als P1 bzw. P2 bezeichnet. Zuerst wurde das Medium abgesaugt und die Kulturflaschen mit 

PBS gewaschen. Anschließend erfolgte, nach Entfernen des PBS, die Zugabe von 1 ml 0.25 % 

Trypsin-EDTA zum Ablösen der Zellen, welche nach fünfminütiger Inkubation (bei 37°C und 5 

% CO2) durch Klopfen abgelöst, resuspendiert und abzentrifugiert (5 min, 300 g) wurden. Nach 

Absaugen des Überstandes wurden die Zellen in 1 ml Medium resuspendiert und die Anzahl 

an vitalen Zellen mit Hilfe der Trypanblauexklusionmethode und einer Neubauer Zählkammer 

quantifiziert. Avitale Zellen charakterisieren sich durch eine starke Blaufärbung, während 
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lebende Zellen keinen Farbstoff aufnehmen. Hierzu wurde ein Verhältnis von 1:1 zwischen 

Trypanblau-Lösung (0,4 %) und Zellsuspension verwendet. Zur weiteren Expansion der Zellen 

wurden diese in einer Konzentration von 1x106 Zellen/Kulturflasche ausgelegt und erneut 

inkubiert. Nach zwei Passagen in Kultur wurden die Zellen dann für die weitere 

Versuchsanordnung verwendet. 

2.1.1.2 Herstellung der Poly-(ε-caprolactone)-basierenden Polyurethan-Schwämme 
(PU) 

Die Poly-(ε-caprolactone)-basierenden Polyurethan-Schwämme (PU) wurden nach bereits 

publiziertem und patentiertem Protokoll von der Firma Polymaterials AG (Kaufbeuren, 

Deutschland) gefertigt (Wiese et al., 2005).  

Zusammenfassend werden beim Fertigungsprozess folgende Komponenten, alle entweder 

von der Firma Sigma-Aldrich (Steinheim, Deutschland) oder der Firma Acros Organics (Geel, 

Belgium) hergestellt, gemischt und auf 40°C erhitzt: Polycaprolaktondiol (28.3 wt%), 

Isophorondiisocyanat (28.6 wt%), Polyethylenglycol (19.5 wt%), Polycaprolactontriol (17.0 

wt%), Polytetramethylenglycol (5.7 wt%), destilliertes Wasser (0.2 wt%), Polyethylenglycol-

block-Polypropylenglycol-block-Polyethylenglycol (Pluronic P-123, 0.1 wt%). Nach Abkühlen 

der Lösung auf 35°C wird in Dimethoxymethan gelöstes Diazabicycloundecen (0.6 wt%) 

zugegeben, wodurch es aufgrund von Gasfreisetzung zur Porenbildung kommt. Verfestigung 

des entstandenen Schaums wird durch Einwirkung von 50°C für drei Stunden erreicht. Nach 

Erreichen der gewünschten Festigkeit wurden alle Rückstände mit kochendem Wasser 

entfernt und die Konstrukte bei 10-2 mbar getrocknet. Dieses Material wurde in 

vorangegangenen Studien bereit in Tierversuchen verwendet. Hierbei wurde ebenfalls 

Porengröße (438±73 μm; lt. Wittmann 2013) sowie deren Interkonnektivität (152±28 μm; lt. 

Wittmann 2013) bestimmt (Storck et al., 2017; Wiggenhauser et al., 2012; Wittmann et al., 

2015; Wittmann et al., 2016). Die gelieferten PU-Schaum Blöcke wurden auf handliche Größen 

zugeschnitten und mittels flüssigen Stickstoffs gefroren. Daraufhin wurden mit Hilfe einer 

sterilen Biopsiestanze zylindrische Scheiben mit zwei Millimeter Höhe und fünf Millimeter 

Durchmesser gewonnen. Durch Autoklavieren wurden die vorher mit PBS gewaschenen PU-

Schwämmchen sterilisiert.  
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2.1.2 Herstellung der Konstrukte 

2.1.2.1 Unterscheidung der Konstruktarten 

Das Studiendesign beinhaltete induzierte, vorkultivierte und nicht-vorkultivierte Konstrukte. 

Somit wurde die Hälfte der Implantate für sieben Tage adipogen induziert. Die genaue 

Gruppeneinteilung und ein zugehöriges Schaubild befinden sich unter Punkt 2.3.2. 

2.1.2.2 Besiedeln der Konstrukte mit Zellen 

Bei der Besiedelung der Konstrukte wurde nach bereits etablierten und von der eigenen 

Arbeitsgruppe bereits angewendeten Protokollen vorgegangen (Storck et al., 2017; Wittmann 

et al., 2015). 

Vor dem Besiedeln der Konstrukte wurde die kryokonservierte SVF-Zellfraktion aufgetaut und 

in 37°C warmen PBS resuspendiert. Anschließend wurde die Suspension zentrifugiert und mit 

Erythrozyten-Lyse-Puffer (0.115 M NH4Cl, 0.013M Na2CO3, 0.001 M EDTA, pH 7.4) versetzt, 

welcher nach zehn Minuten mittels Zentrifugation entfernt wurde. ASC wurden wie oben 

beschrieben vorbereitet. Die gewonnenen Zellen der jeweiligen Zellfraktion wurden 

ausgezählt und anschließend gepoolt. Um eine Auszählung der Zellen zu ermöglichen, wurden 

die Zellen erst mit PBS gewaschen und dann mit 0,4 % Trypanblau gefärbt. Das Verhältnis von 

Zellmaterial und Puffer zu Trypanblaulösung war 1:1. Zur Auszählung der Zellen wurde eine 

Neubauer-Zählkammer verwendet, dabei konnte man tote Zellen, die sich nach Aufnahme des 

Trypanblaus durch eine intensive blaue Färbung auszeichnen, von lebenden, ungefärbten 

Zellen deutlich unterscheiden. Gezählt wurden nur die ungefärbten Zellen. Eine Zelldichte von 

8 x 105 Zellen pro Konstrukt wurde verwendet. Zur Herstellung der Kompositkonstrukte 

wurden die Zellen in 20 μl des Thrombinanteils der TissuCol®-Kits suspendiert und 

anschließend mit 20 μl des Fibrinogen-Anteils vermischt. Daraufhin folgte die Besiedelung der 

PU-Konstrukte mit dem Fibrin / Zellgemisch in Zwölf-Well-Platten (Innendurchmesser 5 mm) 

mittels Pipetten. Die Konstrukte wurden auf einem Horizontalschüttler (50 rpm, 37°C, 5 % 

CO2) positioniert und die vollständige Polymerisation des Fibrinhydrogels abgewartet. Im 

Anschluss wurden die Konstrukte, je nach Gruppe, vorkultiviert oder, nach einer kurzen, 

transportbedingten Lagerung in Basalmedium direkt implantiert.  
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2.2 Vorkultivierung der Kompositkonstrukte 

Bei der Vorkultivierung der präfabrizierten Konstrukte wurde nach bereits etablierten und von 

der eigenen Arbeitsgruppe bereits angewendeten Protokollen vorgegangen (Storck et al., 

2017; Wittmann et al., 2015). 

Wie bereits erwähnt, wurden jeweils die Hälfte der Konstrukte, entweder direkt implantiert 

oder vorkultiviert. Für die Präkultivierung wurde preadipocyte-growth-medium-2 (PGM-2; lt. 

Hersteller bestehend aus preadipocyte-basal-medium-2 (PBM-2), 10 % fetal-bovine-serum 

(FBS) und 1 % penicillin-streptomycin) und endothelial-cell-growth-medium-2 (EGM-2; lt. 

Hersteller bestehend aus endothelial-cell-basal-medium-2 (EBM-2), human-epidermal-

growth-factor (hEGF), 5 % fetal-bovine-serum (FBS), Gentamycin/Amphotericin-B, insulin-like-

growth-factor-1 (IGF-1), vascular-endothelial-growth-factor (VEGF), Ascorbinsäure (AA), 

Hydrocortison (HC) and fibroblast-growth-factor-2 (FGF-2)) verwendet. Die beiden 

Komponenten wurden in einem Verhältnis von 1:1 gemischt. Die in-vitro-Präkultivierung fand 

auf einem Horizontalschüttler unter dynamischen Bedingungen statt (37°C, 5 % CO2). Des 

Weiteren wurden zu dem Präkultivierungsmedium aus PGM-2 und EGM-2 folgende adipogene 

Induktoren hinzugefügt: 1,7 μM Insulin (bovines Insulin), 1 μM Dexamethason, 500 μM 3-

Isobutyl-1-Methylxanthin (IBMX) und 200 μM Indomethazin. Die Kultivierung erfolgte für 

sieben Tage, das Medium wurde jeden zweiten Tag gewechselt.  

2.3 Implantation der Konstrukte 

2.3.1 In-vivo-Implantation in die Maus 

Der Antrag AZ: 55.2-1-54-2532-130-11 zur Durchführung des Tierversuchs wurde von der 

Regierung von Oberbayern bewilligt. 

2.3.1.1 Verwendete Tiere 

Als Tiermodell wurden athymische, weibliche Nacktmäuse mit einer homozygoten Deletion 

des Foxn1-Gens (NMRI-Foxn1nu/Foxn1nu-Mäuse; Charles River Laboratories, Sulzfeld, 

Deutschland) verwendet. Die 30 verwendeten Mäuse waren zum Implantationszeitpunkt 

zwischen sechs und acht Wochen alt und wurden artgerecht unter sterilen Bedingungen in 

den Mausräumen des Zentrums für Präklinische Forschung (ZPF) des Klinikums Rechts der Isar 

gehalten. Selbiges Tiermodell wurde bereits vielfach verwendet (Storck et al., 2017; Weiser et 

al., 2008; Wittmann et al., 2015; Wittmann et al., 2016) 
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2.3.1.2 Identifikation der Mäuse  

Die Versuchstiere wurden gruppenabhängig in separaten Käfigen gehalten und konnten an 

Hand ihrer Ohrmarkierung identifiziert werden. Diese wurden nach gängigem Schema, dem 

"universal mouse numbering system" (Jackson Laboratory et al., 1966) durchgeführt. 

2.3.2 Gruppeneinteilung 

Jede Gruppe enthielt fünf Versuchstiere. Jedes implantierte Konstrukt bestand aus PU-

Schwämmen, welche mit den jeweiligen Zellen und TissueCol® Fibrinhydrogel beimpft 

wurden. Folgende Gruppeneinteilung bestand (siehe Abbildung 2):  

Die implantierten Konstrukte der Gruppe 1 und 3 wurden mit ASC beimpft. Gruppe 1 wurde 

sofort implantiert. Gruppe 3 wurde nach oben genanntem Schema sieben Tage vorkultiviert. 

Die implantierten Konstrukte der Gruppe 2 und 4 wurden mit SVF beimpft wurden. Gruppe 2 

wurde sofort implantiert. Gruppe 4 wurde nach oben genanntem Schema sieben Tage 

vorkultiviert. 

 

Abbildung 2:  Übersicht Gruppeneinteilung und Versuchsaufbau 

Gruppe 1: Anzahl der Versuchstiere n=5, Verwendung von adipose-derived stromal and stem 
cells (ASC) ohne Vorkultivierung mit direkter Implantation nach Herstellung der Konstrukte, 
Explantation nach fünf Wochen in-vivo. Gruppe 2: Anzahl der Versuchstiere n=5, Verwendung 
von Stroma-Vaskuläre-Fraktion (SVF) ohne Vorkultivierung mit direkter Implantation nach 
Herstellung der Konstrukte, Explantation nach fünf Wochen in-vivo. Gruppe 3: Anzahl der 
Versuchstiere n=4, Verwendung von adipose-derived stromal and stem cells (ASC) mit 
siebentägiger Vorkultivierung mit pro-adipogenen und pro-angiogenen Induktionsmedien 
sowie nachfolgender Implantation, Explantation nach fünf Wochen in-vivo. Gruppe 4: Anzahl 
der Versuchstiere n=5, Verwendung von Stroma-Vaskulären-Fraktion (SVF) mit siebentägiger 
Vorkultivierung mit pro-adipogenen und pro-angiogenen Induktionsmedien sowie 
nachfolgender Implantation, Explantation nach fünf Wochen in-vivo (Griessl et al., 2018, Seite 
2, Abbildung 1).  
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2.3.3 Mikrochirurgische Implantation  

Bei der im Folgenden beschriebenen mikrochirurgischen Implantation der Konstrukte wurde 

nach modifizierten Protokollen der eigenen Arbeitsgruppe vorgegangen. (Burghartz et al., 

2015; Stillaert et al., 2007; Wiggenhauser et al., 2012) 

2.3.3.1 Vorbereitung und verwendetes Operationsmaterial 

Vor Beginn der Operation erhielten die Mäuse zur Infektionsprophylaxe 0,02 ml Baytril und 

zur Analgesie einen Tropfen Metacam (Dosis 0,2 mg/kg Körpergewicht). Durch die 

anschließende intraperitoneale Injektion von Medetomidin, Midazolam und Fentanyl (im 

Verhältnis 0,5/5/0,05 μg/g Körpergewicht) wurden die Tiere anästhesiert. Die Augen der 

Mäuse wurden mit Bepanthen-Augensalbe vor Austrocknung geschützt. Nach Setzen eines 

Schmerzreizes zur Überprüfung der Narkosetiefe wurde das Tier auf einer steril abgedeckten 

Wärmeplatte in Rückenlage positioniert. Die Beine wurden mit Leukostrip fixiert um eine 

optimale Operationssituation zu gewährleisten. Die Operation wurde mit Hilfe eines 

Operationsmikroskops (OPMI-1F, Firma Carl Zeiss, Oberkochen, Deutschland) durchgeführt.  

2.3.3.2 Implantation 

Das Operationsgebiet wurde desinfiziert und die Inguinofemoralregion, ventral der Arteria 

und Vena femoralis mit einer Mikrochirurgieschere mit einer ca. sieben Millimeter großen 

Inzision eröffnet. Es folgte die stumpfe Präparation und Freilegung des zwischen Hiatus 

adductorius und Leistenband verlaufende Gefäß-Nervenbündel. Um weder Motorik noch 

Sensibilität der Mäuse einzuschränken, wurde der Nerv vom Gefäßbündel freipräpariert, 

mobilisiert und vom Gefäßbündel separiert. Das Konstrukt wurde aus den Zwölf-Well-Platten 

genommen und seitlich „sandwichartig" inzidiert. Hierbei wurde besonders darauf geachtet, 

dass das Konstrukt möglichst wenig mechanisch kompromittiert wird. Durch vorsichtiges 

Anheben des Gefäßbündels wurde dieses in das aufgeschnittene Konstrukt gelegt. Daraufhin 

wurde das Operationsgebiet mit nicht-resorbierbaren Fäden (Größe 6) mit Einzelknopfnähten 

verschlossen. Zur Antagonisierung der Narkotika wurde den Mäusen Atipamezol, Flumazenil 

und Naloxon (AFN im Verhältnis 2,5/0,5/1,2 μg/gKG) injiziert. 
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Abbildung 3:   Schemazeichnung der Operationstechnik 

 Maus in Rückenlage, Ansicht der Maus von ventral. Schematische Darstellung des Gefäß-
Nervenbündels unterhalb des Ligamentum inguinale. Operationsschritte (1) – (6). 

 

2.3.4 Nachsorge 

Die Konstrukte wurden fünf Wochen in-vivo belassen. Während der ersten postoperativen 

Tage erfolgten tägliche Naht- und Wundkontrollen sowie die Gabe von Metacam (Dosis s.O.) 

verabreicht. Anschließend erfolgte die Kontrolle der Vitalität der Mäuse in regelmäßigen 

Abständen. 

2.4 Explantation  

Nach fünf Wochen in-vivo wurden die Konstrukte explantiert. Hierzu wurde die Mäuse nach 

bereits genannten Protokoll analgesiert und anästhesiert. Es erfolgte die Explantation der 

Konstrukte aus der Leistenregion. Hierzu wurde die Leistenregion inzidiert und die Konstrukte 

mittels stumpfer Präparation lokalisiert. Teilweise Verwachsungen der Konstrukte mit Haut 

bzw. Bindegewebe erschwerten die Mobilisation. Vor Explantation der Konstrukte wurde 

deren Gefäßanschluss auf Intaktheit überprüft. Wichtig war hierbei die Kontrolle eines 

bestehenden Blutflusses durch die Gefäße. Die noch analgesierten und anästhesierten Mäuse 

wurden durch Genickbruch exekutiert.  
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2.5 Histologische Aufarbeitung 

Jedes der 20 Konstrukte wurde nach gleichem Schema aufgearbeitet.  

2.5.1 Fixierung, Paraffineinbettung und Vorbereitung zur Färbung 

Die gewonnen PU-Schwämme wurden sofort in 4 % gepufferte Formaldehydlösung gegeben 

und darin für mindestens zwölf Stunden fixiert. Durch Anwendung einer aufsteigend 

konzentrierten Alkoholreihe wurden die Schnitte entwässert. Dies erfolgte mit Hilfe eines 

automatischen Tissue-Processors. Die anschließende Einbettung in Paraffin erfolgte per Hand. 

Hierbei wurde darauf geachtet, dass die runde Fläche der zylindrischen Konstrukte parallel zur 

künftigen Schnittfläche des Paraffinblocks liegt. Nach Schneiden des gesamten Blockes mit 

einem Histiotom in 7 μm dicke Scheiben wurden diese in ein 45°C warmes Wasserbad gegeben 

und anschließend auf Objektträger gezogen. Nach Trocknung der Schnitte im Ofen waren 

diese zum Färben vorbereitet. Bei der Prozessierung wurde ein Konstrukt der Gruppe 3 durch 

den Tissue-Processor zerstört. Hiervon liegen keine histologischen Schnitte vor.  

2.5.2 Auswahl der Schnitte für die Färbung 

Da die Konstrukte komplett geschnitten wurden, konnte der Mittelbereich des Konstrukts 

bestimmt werden, indem die Zahl der Schnitte ermittelt und halbiert wurde. Die Schnitte um 

den Bereich dieses Mittelschnitts wurden gefärbt (siehe Abbildung 2−4).  

2.5.3 Trichrom Färbung nach Ladewig   

Die Trichrom Färbung nach Ladwig stellt Zellkerne dunkelbraun bis dunkelgrau, Bindegewebe 

blauviolett und Erythrozyten hellrot-orange dar. Muskulatur färbt sich braunrot. Folgendes, 

leicht modifiziertes Protokoll wurde verwendet (Romeis et al., 2010): 

Tabelle 3:  Protokoll Trichrom Färbung nach Ladewig 

Schritt Zeit und Reagenz 
Entparaffinierung 2 x 5 Min. Xylol 
Bewässern der Schnitte 
mittels absteigender 
Alkoholreihe  

2 x 2 Min. 
Minunten 

reines Isopropanol 
2 x 2 Min. 96 % Ethanol 
2 x 2 Min. 70 % Ethanol 
spülen Aqua destillata 

Färbung  5 Min. Eisenhämatoxylin nach Weigert 
(Verhältnis 1:1 von Weigert'scher Lösung I 
und II) Spülen 3 Min. Leitungswasser (ca. 37°C) 

Beizen 1 Min. 1 % Phosphorwolframsäure (1g in 100 ml) 
Aqua dest.) Spülen Aqua destillate ca. 37°C 

Färbung  5 Min. Trichrom nach Ladewig 
Spülen Aqua destillata 
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Aufsteigende Alkoholreihe 2 x 5 Sek. 70 % Ethanol 
2 x 5 Sek. 96 % Ethanol 
5 Sek. reines Isopropanol 
2 Min. reines Isopropanol 
2 x 5 Min. Xylol 

Eindeckeln mittels Deckgläsern 
 

2.5.4 Vimentin-Antikörper Färbung 

Für die Evaluation des Ursprungs des Gewebes (murin oder human) wurden von jedem 

Konstrukt exemplarisch Färbungen mit anti-human-Vimentin durchgeführt. Hierbei wurde bei 

den bereits deparaffinierten Proben wie folgt vorgegangen:  

Tabelle 4:  Vimentin-Antikörperfärbung 

Schritt Zeit und Reagenz 
Waschen 3 x 2 Min. Aqua destillata 
Enzymdigestion zur 
Exposition der Antigene 

Inkubation 10 Min., 
Raumtemperatur 

Enzymlösung (Digest-allTM3) 

Waschen 3 x 2 Min. PBS 
Blocken von freien 
Antigenen 

Inkubation 30 Min., 
Raumtemperatur 

mouse-serum M5905 

Waschen 2 Min. Waschpuffer* 
Applikation des 
Antikörper 

Inkubation über 
Nacht bei 4°C 

rabbit anti-human Clone SP20, Konz. 
1:200 

Waschen 3 x 5 Min. Waschpuffer* 
Applikation des AP-
Polymer 

Inkubation 30 Min., 
Raumtemperatur 

anti-rabbit AP-Polymer 

Waschen 3 x 5 Min. Waschpuffer* 
Färben 10 Min. Permanent AP Red 

Stoppen der 
Farbreaktion 

Aqua destillata 

5 Min. Hämatoxylin 

 Spülen Leitungswasser 
Aufsteigende Alkoholreihe und Eindeckeln mittels Deckgläser siehe Tabelle 2-1 
*Der Waschpuffer wurde nach vorgegebenem Protokoll 1:20 mit destilliertem Wasser verdünnt 
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2.7 Auszählung der histologischen Parameter 

2.7.1 Vorbereitung für die Auszählung  

2.7.1.1 Wahl des Schnitts für die Auswertung  

Wie bereits oben erwähnt, wurden Schnitte aus dem Mittelbereich des Konstrukts gefärbt. 

Um einen Schnitt für die Auswertung auszuwählen wurden diese Schnitte unter dem 

Lichtmikroskop betrachtet und letztendlich einer ausgewählt, der sowohl annähernd runde 

Gesamtform, wenig Gewebeschrumpfung erfahren hatte und eine angeschnittene Arteria 

femoralis im Zentralbereich des Schnittes aufwies. 

 

Abbildung 4:  Wahl des Schnittes 

Das explantierte, zylinderförmige Konstrukt mit innen liegendem Gefäßbündel (rot: Arterie, 
blau Vene) (1) wird nach Einbettung in Parafin histologisch prozessiert und in 7 µm dicke 
Scheiben geschnitten (2). Nach Auszählung der Gesamtschnitte erfolgte die näherungsweiße 
Ermittlung der Mitte des Konstrukts und die Färbung eben jener Parafinschnitte (orange 
Schnitte in (2)). Ausgewählt wurde ein Schnitt mit histologisch sichtbaren Gefäßen (Arteria und 
Vena femoralis) (3) (Modifiziert nach Griessl et al., 2018, Seite 3, Abbildung 2 D).  

 
2.7.1.2 Digitalisierung  

Die gefärbten Schnitte wurden mit Hilfe eines Leica Durchlichtmikroskops digitalisiert. Hierzu 

wurden das Multi-Step Programm des Mikroskops verwendet um mehrere, das gesamte 

Konstrukt abdeckende Einzelbilder zu erstellen. Diese wurden in fünffacher Vergrößerung 

aufgenommen. Vor dem Export der Bilder wurde ein 1000 μm großer Maßstab in die rechte, 

untere Ecke der Bilder eingesetzt und eingebrannt. 

Mit Hilfe der Automerge-Funktion von Adobe Photoshop CS5® wurden die erstellten 

Einzelbilder zusammengefügt und als ein hochauflösendes Mosaikbild abgespeichert.  

2.7.2 Erhobene Parameter 

2.7.2.1 Fläche und Bereichsdefinition (innen/außen) 

Die bereits beim Digitalisieren eingefügte Messskala von 1000 μm konnte mit Hilfe des 

Analysetools von Adobe Photoshop CS5® als logische Einheit im Programm festgelegt werden. 
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Das Polygon-Lasso-Werkzeug wurde zur Abgrenzung des Konstruktes gegenüber 

mitexplantiertem Bindegewebe verwendet. Hierzu waren die Ränder des PU Schaums die 

wegweisenden Anhaltspunkte. Erneut wurde das Analysetool verwendet um die 

Gesamtfläche des Konstrukts in der Einheit Quadratmillimeter (mm2) zu errechnen. Mit Hilfe 

des Transformationstools wurde der Mittelpunkt näherungsweise ermittelt um daraufhin 

einen Innenbereich von 3,2mm Durchmesser festzulegen.  

2.7.2.2 Auszählung der Parameter 

Das Zählwerkzeug von Adobe Photoshop CS5® wurde verwendet um gesondert für Innen- und 

Außenbereich sowohl Adipozyten als auch Blutgefäße auszuzählen. 

2.7.3 Statistische Auswertung 

Alle statistischen Auswertungen sowie die zugehörigen Boxplots wurden mit Hilfe von SPSS 

Statistics 22® durchgeführt. Hierzu wurden nicht-parametrische Tests angewendet. Für die 

Analyse zweier unverbundener Stichproben wurden Mann-Whitney-U-Tests durchgeführt. Bei 

allen Tests wurde stets ein α-Signifikanzniveau von 0,05 festgelegt, somit wurde das Risiko für 

einen Fehler erster Art, der fälschlichen Annahme der Alternativhypothese bei geltender 

Nullhypothese auf 5% eingedämmt.  

Die Tests wurden sowohl für das Gesamtkonstrukt als auch separiert für Innen- und 

Außenbereich durchgeführt. Betrachtet wurden jeweils die Parameter pro Quadratmillimeter. 

Somit wurden folgende Parameter betrachtet: 

• Fett/mm2 im Gesamtkonstrukt 

• Fett/mm2 im Innenbereich 

• Fett/mm2 im Außenbereich 

• Gefäße/mm2 im Gesamtkonstrukt 

• Gefäße/mm2 im Innenbereich 

• Gefäße/mm2 im Außenbereich 
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2.8 Materialien 

Im Folgenden findet sich eine tabellarische Darstellung aller verwendeten Geräte, 

Verbrauchsmaterialien und Reagenzien sowie die dazugehörigen Firmen und Hersteller.  

2.8.1 Reagenzien 

• Atipamezol (Firma Pfizer, Berlin, Deutschland)  

• Basal Medium PGM2 (Firma Lonza, Walkersville, United States of America)  

• Baytril (Firma Provet AG, Lyssach, Schweiz) 

• Bovines Serum Albumin BSA (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland)  

• Dexamethason (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) 

• Digest-allTM 3 (Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland) 

• DMSO (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland)  

• Dulbecco's Modified Eagle's Medium/Ham's F-12 DMEM/Ham's F-12 (Invitrogen, 

Karlsruhe, Deutschland) 

• Eisenhämatoxilin (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland)  

• Endothelial-cell-growth medium 2 (EGM™-2 SingleQuots™ Kit; Lonza, Walkersville, 

United States of America) 

• Erythrozyten-Lyse Puffer (0.115 M NH4Cl, 0.013M Na2CO3, 0.001 M EDTA, pH 7.4; 

Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) 

• Ethanol 70 % (Hauseigene Apotheke Klinikum Rechts der Isar, München, Deutschland)  

• Ethanol 96 % (Hauseigene Apotheke Klinikum Rechts der Isar, München, Deutschland) 

• Fentanyl (Firma Janssen-Cilag, Baar, Schweiz)  

• Fetal-bovine-serum FBS (Firma Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland)  

• Flumazenil (Firma Hameln Pharma Plus, Hameln, Deutschland)  

• Formalin 4 % (Eigenherstellung, 11ml 37 % Formalin, 100ml PBS)  

• Hautdesinfektionsmittel Cutasept (Firma BODE Chemie GmbH, Hamburg, 

Deutschland) 
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• Indomethacin (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) 

• Insulin (bovines Insulin; PromoCell, Heidelberg, Deutschland) 

• 3-Isobutyl-1-Methylxasanthin IBMX (Firma Serva Electrophoresis, Heidelberg, 

Deutschland)  

• Kollagenase NB4 (Firma Serva Electrophoresis, Heidelberg, Deutschland) 

• Kollagenase Puffer (Hepes 0.1 M, NaCL 0.12 M, KCl 0.05 M, CaCl2 0.001 M, Glukose 

0.005 M, 1.5 % BSA; Hauseigene Apotheke Klinikum Würzburg) 

• Medetomidin (Firma Pfizer, Berlin, Deutschland) 

• Metacam (Firma Boehringer Ingelheim Pharma GmbH & Co. KG, Ingelheim am Rhein, 

Deutschland)  

• Midazolam (Firma Ratiopharm, Ulm, Deutschland)  

• mouse-serum M5905 (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) 

• Naloxon (Firma Inresa Arzneimittel, Freiburg, Deutschland) 

• Paraffin (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland)  

• Penicillin-Streptomycin (Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland)  

• Permanent AP Red Kit (Zytomed-Systems, Berlin, Deutschland) 

• Phosphat-gepuffertem Kochsalzlösung PBS (PAA Laboratories, Pasching, Österreich)  

• Phosphorwolframsäure (hausinterne Apotheke Klinikum Rechts der Isar, München, 

Deutschland) 

• Preadipocyte-growth-medium 2 PGM-2 (Lonza, Walkersville, United States of America) 

• rabbit anti-human Clone SP20 (Zytomed-Systems, Berlin, Deutschland) 

• Thrombinpuffer (hausinterne Apotheke Klinikum Rechts der Isar, München, 

Deutschland) 

• TissueCol®- Kit 1.0 Immuno (Baxter, Unterschleissheim, Germany) 

• Trasylol (Firma Bayer, Leverkusen, Deutschland) 



 Material und Methoden 31 

• Trichrom-Lösung nach Ladewig (hausinterne Apotheke Klinikum Rechts der Isar, 

München, Deutschland) 

• Trypanblau-Lösung 4 % (Firma Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland)  

• Trypsin-EDTA  (Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland) 

• Xylol (Firma Aug. Hedinger GmbH & Co. KG, Stuttgart, Deutschland) 

• Waschpuffer (Firma Zytomed Systems GmbH, Berlin, Deutschland)  

• Zytochem Plus (AP) Polymer anti-rabbit (ZUC031-006; Zytomed-Systems, Berlin, 

Deutschland) 

2.8.2 Verbrauchsmaterial 

• Bepanthen Augensalbe (Bayer AG, Leverkusen, Deutschland)   

• Biopsiestanze (Firma Stiefel Laboratories, Sligo, Ireland) 

• Deckgläser (Firma Gerhard Menzel GmbH, Braunschweig, Deutschland) 

• Einmalskalpell (Firma FEATHER Safety Razor Co Ltd., Osaka, Japan) 

• Falcons PP-Test tubes, 50ml sterile (Firma Greiner Bio-One, Frickenhausen, 

Deutschland) 

• Leukostrip (Firma Smith & Nephew GmbH, Hamburg, Deutschland) 

• Objektträger Thermo Scientific Superfrost plus (Firma Gerhard Menzel GmbH, 

Braunschweig, Deutschland) 

• P25 Kulturflaschen Nunc Flasks Nunclon 25 cm2 (Firma Nunc, Roskilde, Dänemark)  

• P75 Kulturflaschen Tissue Culture Flask 75 cm2 (Firma Sarstedt, Newton, United States 

of America)  

• Petrischale 60x15mm (Firma Sarstedt, Newton, United States of America)  

• Pipetten 2ml, 5ml, 10ml, 25ml (Firma BD Falcon, Erembodegem, Belgien) 

2.8.3 Werkzeuge und Geräte 

• Autoclav (Firma LTF Labortechnik GmbH & Co. KG; Wasserburg, Deutschland) 

• Lochzange (Firma Aesculap, Tuttlingen, Deutschland)  
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• Magnetrührgerät (Firma IKA, Staufen, Deutschland)  

• Mikrochirurgisches Besteck (Firma Braun, Melsungen, Deutschland)  

• Leica Durchlichtmikroskop 600B inkl. Software DFC 425 C Applikation Suite 357 (Firma 

Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutschland) 

• Mikrotom Hyrax (Firma Carl Zeiss, Oberkochen, Deutschland) 

• OP-Mikroskops OPMI-1F (Firma Carl Zeiss, Oberkochen, Deutschland) 

• Paraffinofen (Firma Memmert, Schwabach, Deutschland) 

• Pipettus Pipetboy (Firma Ibs Tecnomara, Fernwald, Deutschland)  

• Präzisionswaage (Firma Scaltec, Göttingen, Deutschland)  

• Schüttler (Firma GFL, Burgwedel, Deutschland) 

• Tissue-Processor ASP 300 (Firma Leica Camera AG, Wetzlar, Deutschland)  

• Wärmeplatte (Firma Labocom, Hofheim-Wallau, Deutschland) 

• Wasserbad (Firma Histo Line Laboratories, Pantigliate, Italien)  

• Zählkammer (Firma Hycor, Amstelveen, Niederlande) 

• Zellsieb Cell Strainer 100 μm Nylon (Firma BD Falcon, Erembodegem, Belgien) 

• Zentrifuge (Firma Hettich, Tuttlingen, Deutschland)  

2.8.4 Software 

• Adobe Photoshop CS5® (Adobe Systems Software Ireland Limited, Dublin, Irland) 

• SPSS Statistics 22® (IBM, Armonk, United States of America) 
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 Ergebnisse 
___________________________________________________________________________ 

Aufgrund des bereits erwähnten Prozessierungszwischenfalls liegen bei Gruppe 1 nur vier 

Schnitte vor. Bei allen anderen Gruppen liegen je fünf Schnitte vor. Die Gruppen werden im 

Folgenden hinsichtlich ihrer Morphologie beschrieben sowie histomorphometrisch 

quantifiziert. Hierfür wurde für jedes Konstrukt der gleiche histologische Schnitt verwendet. 

Die Nomenklatur der Konstruktbereiche ist folgende: Innenbereich (innerhalb des Kreises mit 

einem Durchmesser von 3,2 mm), Außenbereich (innerhalb des konstruktbegrenzenden 

Vielecks) und Umgebungsbereich (außerhalb des konstruktbegrenzenden Vielecks). 

 

Abbildung 5:  Konstruktbereiche 

Histologischer Schnitt eines Konstrukts. Der Innenbereich wurde definiert als Kreis von ca. 
3,2mm Durchmesser mit dem näherungsweiße bestimmten Konstruktmittelpunkt als 
Kreismittelpunkt. Zur Definition des Außenbereich wurde ein Polygon um die Konstruktränder 
gelegt um diese von mitexplantiertem Bindegewebe zu differenzieren. Hierzu waren die 
histologisch identifizierbaren Ränder des PU-Schaums wegweisende Anhaltspunkte.  

3.1 Morphologische und histologische Beschreibung  

Makroskopisch stellten sich alle Konstrukte volumenstabil dar. Jedes Konstrukt enthält einen 

Anschnitt der Vasa femoralia und eine runde Komposition. Die Konstrukte jeder Gruppe 

zeigten in der histologischen Aufarbeitung Fettgewebsverbände sowie die zugehörigen 

kapillären Netzwerke. Unterschiede zeigten sich bezüglich des Umfangs der Adipo- und 

Angiogenese. Ebenso zeigte sich stets ein bindegewebiger Umbau sowie die Desintegration 

des PU-Trägermaterials. Bzgl. Letzterer konnte kein klarer Einflussfaktoren identifiziert 
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werden, da die Ausprägung der Desintegration des PU-Trägermaterials innerhalb der 

einzelnen Gruppen stark variierte.    

Wichtige histologische Betrachtungsparameter waren: Ausmaß des bindegewebigen Umbaus, 

Adipo- und Angiogenese im Gesamtkonstrukt sowie im Innen- und Außenbereich, 

Fibrinmorphologie und Homogenität der Beobachtungen innerhalb der Gruppe.  

Exemplarische Abbildungen und ausgewählte Vergrößerungen sind zur Visualisierung der 

Morphologie dargestellt.   
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3.1.1 Gruppe 1, ASC, ohne Vorkultivierung 

Bei Betrachtung der Gesamtkonstrukte ist ein fundierter bindegewebiger Umbau zu 

beobachten. Im Außenbereich ist die Entwicklung von Fettgewebsverbänden mit größtenteils 

reifen Adipozyten zu beobachten. Diese sind wohl als einzelne, unabhängige Zellverbände als 

auch als Teil von dem Konstrukt umgebenden Fettgewebsverbänden sichtbar. Im 

Innenbereich sind in Teilen der ausgewerteten Konstrukte in Fibrin eingebettete Kolonien von 

Adipozyten mit Siegelringform vorzufinden. Letztere Beobachtung ist jedoch inhomogen 

innerhalb der Gruppe. Der Fibringehalt ist geringer, je größer die Fettgewebsverbände sind. 

Insbesondere im Außenbereich sind die Fibrinanteile nahezu vollständig abgebaut. Die 

Konstrukte sind gut vaskularisiert, größere Fettegewebsverbände werden von großlumigen 

Gefäßen begleitet, während einzelne Adipozyten in direktem Kontakt zu Kapillaren stehen. 

 

Abbildung 6:  Histologischer Schnitt von Gruppe 1 (ASC, ohne Vorkultivierung) 

Links: Gesamtübersicht eines histologischen Schnittes mit Trichrom Färbung nach Ladewig, der 
abgebildete Maßstab entspricht 1000 µm. Rechts: Vergrößerung des im linken Bild enthaltenen 
Rechtecks. Der darin sichtbare Kreis grenzt den Innenbereich des Konstrukts von 3,2 mm 
Durchmesser vom Außenbereich des Konstrukts ab. Sichtbar sind mehrere Ansammlung von 
Adipozyten in Siegelringform (Sterne), Bindegewebe (Bi), ein Anschnitt der Vasa femoralia (G) 
sowie PU-Schaum (PU). 

 

(G) 

(Bi) 

(PU) 



 Ergebnisse 36 

3.1.2 Gruppe 2, SVF, ohne Vorkultivierung 

In der Gesamtbetrachtung sind die Konstrukte ebenfalls fundiert mit Bindegewebe 

durchzogen. Im Außenbereich zeigen sich zum Teil große, mit dem Umgebungsbereich 

verbundene Fettpolster mit reifen, siegelringförmigen sowie unreifen Adipozyten. Zum 

Innenbereich hin finden sich diese Gruppierungen von Fettzellen in Fibrinresten eingebettet. 

Die Morphologie der Adipozyten ist hier überwiegend fortgeschritten. Die Adipozyten stehen 

in engem Kontakt zu Blutgefäßen. Die Vaskularisierung ist stark ausgeprägt mit mittel- und 

großlumigen Gefäßen. 

 

Abbildung 7:  Histologischer Schnitt von Gruppe 2 (SVF, ohne Vorkulturkultivierung) 

Links: Gesamtübersicht eines histologischen Schnittes mit Trichrom Färbung nach Ladewig, der 
abgebildete Maßstab entspricht 1000 µm. Rechts: Vergrößerung des im linken Bild enthaltenen 
Rechtecks. Der darin sichtbare Kreis grenzt den Innenbereich des Konstrukts von 3,2 mm 
Durchmesser vom Außenbereich des Konstrukts ab. Sichtbar sind mehrere Ansammlung von 
Adipozyten in Siegelringform (Sterne), Bindegewebe (Bi), ein Anschnitt der Vasa femoralia (G) 
sowie PU-Schaum (PU). 

  

(Bi) 

(G) 

(PU) 
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3.1.3 Gruppe 3, ASC, mit Vorkultivierung 

Die Schnitte sind mit dichtem Bindegewebe durchzogen, vereinzelt finden sich Stellen, die 

weder PU-Reste noch Bindegewebe enthalten. Ebenso zeigen sich große Bindegewebsflächen 

ohne Fettgewebe. Im Außenbereich sind Fettpolster reifen und unreifen Adipozyten, welche 

in Kontakt mit der Konstruktumgebung stehen, sichtbar. Zum Innenbereich hin und im 

Innenbereich selbst sind Fettzellen von Bindegewebe umschlossen. Es finden sich insgesamt 

wenig Fibrinansammlungen. Eine suffiziente Vaskularisierung der Konstrukte mit Gefäßen 

unterschiedlichen Lumens hat stattgefunden. 

 

Abbildung 8:  Histologischer Schnitt von Gruppe 3 (ASC, mit Vorkulturkultivierung) 

Links: Gesamtübersicht eines histologischen Schnittes mit Trichrom Färbung nach Ladewig, der 
abgebildete Maßstab entspricht 1000 µm. Rechts, oben: Vergrößerung des im linken Bild 
enthaltenen, oberen Rechtecks. Der darin sichtbare Kreis grenzt den Innenbereich des 
Konstrukts von 3,2 mm Durchmesser vom Außenbereich des Konstrukts ab. Rechts, unten: 
Vergrößerung des im linken Bild enthaltenen Rechtecks. Der darin sichtbare Kreis grenzt den 
Innenbereich des Konstrukts von 3,2 mm Durchmesser vom Außenbereich des Konstrukts ab.  

Sichtbar sind kleine Ansammlung von Adipozyten in Siegelringform (Stern), große Mengen 
Bindegewebe (Bi), sowie ein mit Erythrozyten (E) gefüllter Anschnitt der Vasa femoralia (G). 
  

(Bi) 

(E) 

(G) 
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3.1.4 Gruppe 4, SVF, mit Vorkultivierung 

Die Schnitte sind stark mit Bindegewebe durchsetzt, wobei in einem Fall große Stellen 

vorzufinden sind, die weder PU-Reste noch Bindegewebe enthalten. Im Außenbereich wie im 

Innenbereich zeigen sich vereinzelte reife und unreife Adipozyten. Diese sind auffällig häufig 

in Fibrin eingebettet sowie selten in Kolonien angeordnet. Insgesamt finden sich größere 

Fibrinverbände. Es hat eine auffallend ausgeprägte Vaskularisierung stattgefunden, sowohl im 

Kontext mit Fettgewebe als auch innerhalb der bindegewebigen Strukturen. 

 

Abbildung 9:  Histologischer Schnitt von Gruppe 4 (SVF, mit Vorkulturkultivierung) 

Links: Gesamtübersicht eines histologischen Schnittes mit Trichrom Färbung nach Ladewig, der 
abgebildete Maßstab entspricht 1000 µm. Rechts: Vergrößerung des im linken Bild enthaltenen 
Rechtecks. Der darin sichtbare Kreis grenzt den Innenbereich des Konstrukts von 3,2 mm 
Durchmesser vom Außenbereich des Konstrukts ab. Sichtbar sind vereinzelte Adipozyten in 
Siegelringform (Sterne), Bindegewebe (Bi), ein Anschnitt der Vasa femoralia (G) mit 
Erythrozyten (E) sowie PU-Schaum (PU). 

  

(Bi) 

(E) 

(G) 

(PU) 
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3.1.5 Vimentin-Antikörperfärbung 

Die immunhistochemisch gefärbten Schnitte zeigten wenige Strukturen positiv für humanes 

Vimentin. Bei diesen Strukturen handelte es sich um Anteile von nicht-adipozytären 

Bindegewebe.  

 

Abbildung 10:  Beispielhaft dargestellte Immunhistochemie mit anti-human Vimentin Färbung (Gruppe 3, 
ASC mit adipogener Induktion) 

Links: Gesamtübersicht eines histologischen Schnittes mit anti-human Vimentin Färbung 
Rechts: Vergrößerung des im linken Bild enthaltenen Rechtecks. Sichtbar sind lediglich 
vereinzelte Vimentin-positive und somit human Gewebsverbände (Stern). 
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3.2 Histomorphometrische Analyse 

Für die histomorphometrische Quantifizierung wurden Adipozyten und vaskuläre Strukturen 

gezählt und im Bezug zur Gesamtfläche gesetzt. Die somit errechneten Parameter sind 

Adipozyten und Gefäße pro Quadratmillimeter.  

3.2.1.1 Adipogenese 

Bei Betrachtung der quantitativen Analysen zeigt sich, dass generell drei Gruppen ähnliches 

Potential zur Adipogenese aufweisen: Nicht-vorkultivierte, nicht-induzierte ASC (Gruppe 1), 

vorkultivierte, induzierte ASC (Gruppe 3) sowie nicht-vorkultivierte, nicht-induzierte SVF 

(Gruppe 2). Letztere weisen bezüglich Adipogenese das höchste Potential auf. Dies lässt sich 

im Gesamtkonstrukt sowie im Außenbereich beobachten. Im Innenbereich ist dieser Trend 

der Überlegenheit von nicht-vorkultiverten, nicht-induzierten SVF nicht darstellbar, allerdings 

weist die Gruppe 1 (nicht-vorkultivierte, nicht-induzierte ASC) eine deutlich breitere Streuung 

der Werte auf (vgl. Abbildung 11).  

Im Vergleich beider vorkultivierter Zelllinien (Gruppe 3 und Gruppe 4) zeigte sich eine 

verminderte Adipogenese der vorkultivierten, induzierten SVF (Gruppe 4). Im Gesamt-

konstrukt ist dies ohne, im Außenbereich mit statistischer Signifikanz (Fett/mm2 im Außen-

bereich; p=0,009). Diese Beobachtung ist im Innenbereich umgekehrt, mit statistisch nicht 

signifikanter Überlegenheit der vorkultivierten, induzierten SVF (Gruppe 4). 

Bei Betrachtung der Auswirkung der Vorkultivierung und der konsekutiven Induktion zeigt 

sich, dass diese die Formation von Fettgewebe zu kompromittieren scheint. Innerhalb der 

gleichen Zelllinie (ASC und SVF) beherbergen vorkultivierte Konstrukte weniger Adipozyten 

pro Quadratmillimeter als ihre nicht-vorkultivierten, nicht-induzierten Vergleichskonstrukte 

(vgl. Abbildung 11). Statistisch signifikante Unterschiede findet man hierbei in folgenden 

Konstellationen: Innerhalb der Zelllinie der SVF sind nicht-vorkultivierten Konstrukte (Gruppe 

2) stärker mit Fett durchsetzt als vorkultivierte (Gruppe 4). Dies lässt sich sowohl im 

Gesamtkonstrukt (Fett/mm2 im Gesamtkonstrukt; p=0,009), als auch im Außenbereich 

feststellen (Fett/mm2 im Außenbereich; p=0,009). Innerhalb der Zelllinie der ASC (Gruppe 1 

und Gruppe 3) lässt sich dies lediglich im Innenbereich feststellen (Fett/mm2 im Innenbereich; 

p=0,05).  
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Abbildung 11:  Histomorphometrische Quantifizierung der Fettgewebsentstehung in Tissu®Col-/PU-
Konstrukten nach fünf Wochen in-vivo.  

Graph A: Die Auszählung erfolgte in Adipozyten/mm2 im Gesamtkonstrukt. Unabhängig von 
der Vorkultur zeigen ASC (Gruppe 1 und 3) sowie nicht-vorkultivierte, nicht-induzierte SVF 
(Gruppe 2) eine fundierte und vergleichbare Adipogenese. Letztere Gruppe 3 weist das höchste 
adipogenetische Potential auf. Vorkultivierte, induzierte SVF Konstrukte (Gruppe 4) zeigen 
einen signifikanten Nachteil im adipogenetischen Potential im Vergleich zu nicht-
vorkultivierten, nicht-induzierten SVF Konstrukten (Gruppe 2) (p=0,009).  

Graph B: Die Auszählung erfolgte in Adipozyten/mm2 im Außenbereich des Konstrukts (vgl. 
hierzu Abbildung 5). Die Beobachtungen aus der Auszählung des Gesamtkonstruktes (Graph A) 
bestätigen sich auch im Außenbereich, insbesondere der signifikante Nachteil von 
vorkultivierten und induzierten SVF Konstrukten (Gruppe 4) zu Ihren nicht-vorkultivierten, 
nicht-induzierten Vergleichskonstrukten (Gruppe 2) (p=0,009). Weiterhin zeigt sich im 
Außenbereich ein signifikanter Nachteil von vorkultivierten, induzierten SVF Konstrukten 
(Gruppe 4) im Vergleich zu Ihren vorkultiverten, induzierten ASC Vergleichsgruppe (Gruppe 3) 
(p=0,009)  

Graph C: Die Auszählung erfolgte in Adipozyten/mm2 im Innenbereich, mit einem Durchmesser 
von 3,2 mm (vgl. hierzu Abbildung 5). Die im Gesamtkonstrukt und Außenbereich sichtbaren 
Trends für den Vergleich von nicht-vorkultivierten, nicht-induzierten und vorkultivierten, 
induzierten SVF (Gruppe 2 und 4) lässt sich im Innenbereich ebenfalls beobachten. 
Insbesondere für den Vergleich von nicht-vorkultivierten, nicht-induzierten und vorkultivierten, 
induzierten ASC (Gruppe 1 und 3) (p=0,05).  

Abkürzungen: ASC: adipose-derived stromal and stem cells (ASC) cells; SVF: Stroma-Vaskuläre-
Fraktion 
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3.2.1.2 Angiogenese 

Bei Evaluation der Vaskularisierung der Konstrukte nach Implantation mit AV-Durchflussgefäß 

zeigt sich, dass generell alle Konstrukte unabhängig von Vorkultur oder Zelllinie eine fundierte 

Vaskularisierung erfahren haben. Hierbei heben sich die Gruppen mit vorkultivierten 

Zelllinien, allen voran vorkultivierte SVF-Zellen (Gruppe 4) ab (vgl. Abbildung 12). Diese 

Beobachtungen sind jedoch nicht statistisch signifikant. Des Weiteren scheint die Zellfraktion 

der SVF, unabhängig der Vorkultivierung eine statistisch nicht-signifikant bessere 

Vaskularisierungstendenz zu haben als ihre jeweiligen Vergleichsgruppen mit ASC (Gruppe 1 

und Gruppe 2 sowie Gruppe 3 und Gruppe 4). In Gruppe 1 (nicht-vorkultivierte ASC) ist eine 

breite Streuung der Ergebnisse zu beobachten.  
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Abbildung 12:  Histomorphometrische Quantifizierung der Angiogenese in Tissu®Col-/PU-Konstrukten nach 
fünf Wochen in-vivo. 

Graph A: Die Auszählung erfolgte in Blutgefäße/mm2 im Gesamtkonstrukt. Generell zeigt sich 
eine fundierte Angiogenese in allen Gruppen mit nicht-signifikanten Überlegenheit der SVF 
gegenüber den ASC (Gruppe 1 vs. Gruppe 2; Gruppe 3 vs. Gruppe 4) sowie nicht-signifikanten 
Überlegenheit von vorkultivierten und induzierten Gruppen (Gruppe 3 und 4).  

Graph B: Die Auszählung erfolgte in Blutgefäße/mm2 im Außenbereich. Alle Gruppen zeigten 
eine fundierte Vaskularisierung im Außenbereich.  

Graph C: Die Auszählung erfolgte in Blutgefäße/mm2 im Innenbereich, mit einem Durchmesser 
von 3,2 mm. Alle Gruppen zeigten eine fundierte Vaskularisierung im Innenbereich. 

Abkürzungen: ASC: adipose-derived stromal and stem cells; SVF: Stroma-Vaskuläre-Fraktion 
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 Diskussion 
___________________________________________________________________________

Wir haben in dieser Arbeit erfolgreich die Generierung gut vaskularisierter, makroskopisch 

volumenstabiler Fettgewebskonstrukte demonstriert. Durch die Vaskularisierungsstrategie 

des AV-Durchflussgefäßes ist dieses Konstrukt sekundär transplantierbar und ermöglicht 

mikrochirurgische Defektdeckung.  

Im Hinblick auf die von Patrick et al. postulierten Eigenschaften von Produkten des Tissue-

Engineering (vgl. Punkt 1.2) (C. W. Patrick et al., 2008) besteht das aus dieser Arbeit 

entstandene Konstrukt aus (1) mit ASC oder SVF besiedelten (2) PU-/TissuCol®-Trägermaterial, 

welche gruppenabhängig (3) mit pro-angiogenetischen und pro-adipogenetischen Faktoren 

vorkultiviert wurden. Abschließend (4) wurde eben jenes Produkt des Tissue-Engineering 

chirurgisch vaskularisiert. 

4.1 SVF als alternativer Mediator des Adipose-Tissue-Engineering 

Die Vorteile der SVF im Adipose-Tissue-Engineering wurden bereits zu Beginn dieser Arbeit 

dargelegt (vgl. Punkt 1.2.1.2). Zusammenfassend handelt es sich um eine im Vergleich zu ASC 

einfacher zu gewinnende Zellfraktion ohne Notwendigkeit der aufwendigen Prozessierung 

und Passagierung und somit eine günstigere Alternative, welche mittels automatisierten 

Systemen gewonnen werden kann (Aronowitz et al., 2016). Die Basis der theoretischen 

Überlegungen zur Physiologie der Gewebeentstehung ist hierbei das Mediatorenmodell 

(Griessl et al., 2018; Storck et al., 2017). 

4.1.1 Physiologische Besonderheiten in der Verwendung der SVF im 
Vergleich zu ASC 

4.1.1.1 Die Rolle der Makrophagen 

Bei dem im Mediatorenmodell angesprochenen dynamischen Prozess der Desintegration von 

humanen Zellen und der Integration von murinen Zellen (vgl. Punkt 1.4 sowie Punkt 4.2) 

spielen Makrophagen mit ihren Fähigkeiten, extrazelluläre Matrix zu restrukturieren und 

Vaskularisierung anzustoßen eine wichtige Rolle (Anghelina et al., 2004, 2006; Debels et al., 

2013; Moldovan, 2002). Makrophagen haben eine essenzielle Funktion beim Abbau von 

Extrazellulärmatrix und bei der Neovaskularisation, wobei sie tunnelähnliche Strukturen 

bilden, an welchen sich die Entstehung von kapillären Strukturen und Fettgewebe orientiert 

(Anghelina et al., 2004, 2006).  
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Die Rolle von Makrophagen im Tissue-Engineering generell und indirekt in der Theorie der 

mediatorenbasierten Gewebeentwicklung zeigten Debels et al. 2013: In einem Tierversuch 

mit Silikongebilden wurde die Makrophagenaktivität entweder mittels Zymosan, einem pro-

inflammatorischen Homoglykan, angestoßen, oder mittels Clodronat, einem Bisphosphonat, 

unterdrückt. Nach zwei Wochen in-vivo zeigte sich in der Zymosan-Gruppe die höchste Anzahl 

an Makrophagen, welche sowohl den Gewebeumbau als auch die Proliferation von 

Vorläuferzellen, ungeachtet ob diese humanen oder murinen Ursprungs sind, unterstützen. 

Nach vier bis sechs Wochen nahm die Anzahl an Makrophagen konsekutiv ab, während neues, 

vaskularisiertes Fettgewebe entstand. In der makrophagendepletierten Gruppe (Clodronat-

Gruppe) zeigte sich lediglich eine schwache Adipo- und Angiogenese. Dies zeigt den enormen 

Einfluss von Makrophagen im Kontext des Tissue-Engineering (Debels et al., 2013). Dieser 

Zusammenhang zwischen Makrophagenaktivität und Neovaskularisation zeigte sich auch in 

anderen Fachgebieten (Sakurai et al., 2003). 

4.1.1.2 Immunologische Eigenschaften von ASC und SVF  

4.1.1.2.1 Immunologische Eigenschaften der ASC 

Die immunologischen Eigenschaften von ASC sind dahingehend bemerkenswert, dass sie 

aufgrund des auf ihrer Oberfläche fehlenden Haupthistokompatibilitätskomplexes (major 

histocompatibility complex, MHC-II) keine Immunreaktion beim Spender hervorrufen und 

somit allogen transplantiert werden können (McIntosh et al., 2006).  

Des Weiteren besitzen Stammzellen im Allgemeinen immunmodulatorische Kapazität: Diese 

Eigenschaften wurden für MSC, sozusagen den Vorgängern der ASC, von Aggarwal et al. 2005 

beschrieben: Sie schaffen ein anti-inflammatorisches Milieu, indem sie u. a. mit dendritischen- 

(DC), T-, sowie natürlichen Killerzellen (NK-Zellen) interagieren. Dadurch sinkt die Aktivität von 

pro-inflammatorischen Zellen und deren Sekretion pro-inflammatorischer Zytokine, wie 

Tumornekrosefaktor-alpha (TNF-α) und Interferon-gamma (INF-γ). Des Weiteren induzieren 

MSC regulatorische T-Zellen (Treg) und vermehrte Sekretion von anti-inflammatorischen 

Interleukin-4 und -10 (IL-4, IL-10) (S. Aggarwal et al., 2005).  

Bestätigt wurde dies für aus dem Fettgewebe stammende ASC, welche bei Kokultur mit 

Lymphozyten zweier verschiedener Spender im Rahmen einer „two-way mixed lymphocyte 

reaction" (MLR) die Proliferation der Lymphozyten als Reaktion auf die Antigene des MHC-

inkompatiblen Kulturpartners unterdrückten. Eine Trennung von ASC und Lymphozyten durch 

eine semipermeable Membran zeigte vergleichbare Effekte, was impliziert, dass diese nicht 
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allein auf Zell-Zell-Interaktionen, sondern auch auf löslichen Botenstoffen beruhen (Puissant 

et al., 2005). Cui et al. konnten Prostaglandin-E2 (PG-E2) als einen wichtigen anti-

inflammatorischen Faktor identifizieren (Cui et al., 2007). Die Induktion von CD25+, 

regulatorischen T-Zellen (Treg), welche Immunreaktion unterdrücken können, konnte ebenfalls 

für ASC bestätigt werden. Hierzu wurden die Stammzellen mit peripheren, mononukleären 

Blutzellen (PMNC, bestehend aus T-Zellen und antigenpräsentierenden Zellen) kokultiviert 

(Crop et al., 2010b). Dieser Effekt lässt sich vor allem bei Zellkulturen mit O2-Konzentrationen 

um 5 %, wie sie im Fettgewebe natürlicherweise vorkommen, beobachten (Frazier et al., 

2014). Darüber hinaus verstärkt sich unter inflammatorischen Bedingungen (Kokultur von ASC 

mit pro-inflammatorischen Zytokinen) die immunsuppressive Aktivität der Stammzellen (Crop 

et al., 2010a). 

Diese immunomodulatorischen Fähigkeiten der ASC finden seit wenigen Jahren auch im 

klinischen Setting Anwendung: In einer Phase-II-Studie mit unter Morbus Crohn und 

assoziierten Fisteln leidenden Patienten konnten Cho et al. bei 83,3 % der Patienten einen seit 

zwei Jahren anhaltenden, vollständigen Verschluss der Fisteln nach Injektion von mit ASC 

angereichertem Fibrinkleber zeigen. Diese Effekte schreiben die Autoren einerseits der ASC-

abhängigen Immunmodulation sowie deren Sekretion von Wachstumsfaktoren und der 

dadurch initiierten Wundheilung zu (Cho et al., 2015). Dies konnte kürzlich auch für perianale 

Fisteln reproduziert werden (Philandrianos et al., 2018). Diese immunmodulatorischen Effekte 

der ASC zeigten sich auch bei der intraartikulären SVF-Injektion bei Osteoarthritis-Patienten 

durch eine lang anhaltende Verbesserung von Schmerzscores und eine Verminderung des 

Analgetikagebrauchs (Michalek et al., 2019). Hillers et al. beschreibt nach Injektion von 

„adipose-derived stromal vascular fraction“ (ADSVF), einem SVF-Äquivalent, eine 

Verbesserung der Stimmfunktion durch anti-fibrotische Effekte bei Patienten mit 

Stimmbandvernarbungen (Hillers et al., 2018).  

4.1.1.2.2 Immunologische Eigenschaften der SVF 

Wie bereits erwähnt, exprimieren ASC keinen MHC-II-Komplex, einer der Hauptgründe, 

warum ASC bei allogenen Transplantationen nicht vom Immunsystem des Empfängers 

attackiert werden. Zusammen mit weiteren Oberflächenmarkern, darunter u. a. CD45 

(common-leukocyte-antigen) sowie CD86 (co-stimulatory molecule),  kommt der MHC-II-

Komplex auf  Zellen der SVF vor (McIntosh et al., 2006). Dies impliziert, dass die SVF entweder 

antigenpräsentierende Zellen (APC) enthält oder die in der SVF enthaltenen, unpassagierten 
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ASC initial diese Marker exprimieren und erst im Zuge der Zellkultur verlieren. Im Rahmen 

einer Kokultur mit PBMC (one-way MLR) zeigen frisch isolierte SVF-Zellen Immunreaktionen, 

die mit zunehmender Passagierung (was im Rahmen der ASC-Isolation durchgeführt wird) 

abnehmen bzw. vollständig verschwinden (McIntosh et al., 2006). Zur Evaluation der 

immunsuppressiven Kapazität der SVF führten McIntosh et al. einen two-way MLR assay 

durch. Hierbei zeigen SVF-Zellen eine deutlich geringere Suppression von T-Zell-Proliferation 

als ASC (McIntosh et al., 2006). Folglich können die SVF, ihre Zellen und die sezernierten 

Zytokine bei allogenen Transplantationen Quelle von Inflammationen sein (McIntosh et al., 

2006).  

4.1.2 Vergleich der Zelllinien 

4.1.2.1.1 Adipogenese 

Im Vergleich der Adipogenese der Gruppen, in welchen die jeweiligen Zellen (ASC oder SVF) 

als Quelle parakriner Faktoren zur Unterstützung der Gewebsentwicklung fungieren und im 

Verlauf nicht mehr nachweisbar sind (Freiman et al., 2018; Griessl et al., 2018; Han et al., 2015; 

Mizuno et al., 2012; Stillaert et al., 2007; Storck et al., 2017; Volz et al., 2016; von Heimburg 

et al., 2001) zeigte sich eine Überlegenheit von nicht-vorkultivierten, nicht-induzierten SVF im 

Vergleich zu ASC (ohne statistische Signifikanz).  

Mögliche Kausalitäten für die Überlegenheit unbehandelter (nicht-vorkultivierter, nicht-

induzierter) SVF gegenüber ASC werden im Folgenden diskutiert:  

Die Isolierung und Passagierung der ASC aus der SVF kann das parakrine Mediatorenprofil der 

Zellen ändern und somit deren lokalen Einfluss einschränken (Mizuno et al., 2012; Oses et al., 

2017). Als Beispiel kann hier der unter Punkt 1.2.1.2 beschriebene Verlust des 

Oberflächenmarkers CD34 im Zuge der ASC-Isolierung genannt werden: Die verbesserte 

Differenzierungskapazität CD34-negativer Stammzellen (somit der ASC) impliziert, dass der 

CD34-Verlust eine Prägung der ASC zu einer bestimmten Zellabstammung (z. B.: adipogen 

oder osteogen) beinhaltet (Suga et al., 2009). Die Sekretion von VEGF in Abhängigkeit der 

Expression von CD34 wird in der Literatur unterschiedlich beschrieben, was den Einfluss der 

Isolierung und Passagierung auf das Sekretionsprofil hervorhebt (Kim et al., 2016; Suga et al., 

2009).  

Ein weiterer Erklärungsansatz ist der Einfluss der Makrophagen (vgl. Punkt 4.1.1.1.). In der SVF 

sind zu ca. 10 % Monozyten und Makrophagen enthalten, was unter Punkt  1.2.1.2 bereits 
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dargelegt wurde (Bourin et al., 2013; Dykstra et al., 2017). Somit wird einerseits durch 

Restrukturierung der Extrazellulärmatrix und Unterstützung der Neovaskularisation die 

Entwicklung von Empfängergewebe angestoßen (Anghelina et al., 2004, 2006; Debels et al., 

2013; Moldovan, 2002).  

Andererseits exprimieren die Zellen der SVF im Gegensatz zu ASC u. a. CD45 (common-

leukocyte-antigen), CD86 (co-stimulatory molecule) und MHC-II-Komplex auf  deren 

Oberfläche (McIntosh et al., 2006), passend zu den darin enthaltenen antigenpräsentierenden 

Zellen (APC) (vgl. Punkt 1.2.1.2). Diese Oberflächenmarker verlieren die Stammzellen im Zuge 

der ASC-Isolation und -Passagierung (vgl. Punkt 4.1.1.2) (Bourin et al., 2013). McIntosh et al. 

zeigten darüber hinaus mittels one-way MLR, dass frisch isolierte SVF-Zellen 

Immunreaktionen hervorrufen können (McIntosh et al., 2006). In Zusammenschau mit den 

unter Punkt 4.1.1.1 erläuterten Ergebnissen der Zymosan-Gruppe von Debels et al. (Debels et 

al., 2013) kann dies bei der Verwendung der SVF ein ähnliches pro-inflammatorisches Milieu 

an der Implantationsstelle hervorrufen und somit das Einwandern von Makrophagen der 

NMRI-Foxn1nu-/Foxn1nu-Mäuse, welche nicht von der Gendepletion des Mausmodells 

betroffen sind, unterstützen (Charles River Laboratories International, 2020) . 

Die Überlegenheit der unbehandelten SVF (Gruppe 2) gegenüber den passagierten ASC lässt 

sich somit durch die Anwesenheit von Makrophagen und die lokale Inflammation am 

Implantationsort erklären.  

Noch deutlichere Unterschiede zeigten sich im Vergleich von vorkultivierten, induzierten SVF 

und unbehandelten SVF (Gruppe 3 und Gruppe 4; vgl. Abbildung 11). Dies lässt folgende 

kausale Überlegungen zu: Einerseits scheint die nicht-vorkultivierte SVF eine balancierte 

Mediatorenfreisetzung zur Unterstützung von Adipo- und Angiogenese zu generieren. Die 

Vergleichsgruppe von vorkultivierten, induzierten SVF scheint aufgrund der 

vorkulturbedingten Veränderung des parakrinen Profils (Mizuno et al., 2012; Oses et al., 2017; 

Rehman et al., 2004; Yoshimura et al., 2006) eine Einwanderung von Zellen des 

Transplantatempfängers zu erschweren. Andererseits ist ein vorkulturbedingter Shift der 

Zellzusammensetzung (durch Proliferationen, Differenzierung einer Zelllinie und konsekutiver 

Apoptose der Anderen) anzunehmen (Bourin et al., 2013; Dykstra et al., 2017). Dies legt eine 

verminderte Makrophagenkonzentration und verminderte Inflammationsreaktion nahe, was 

wiederum die Gewebeentwicklung kompromittiert (Anghelina et al., 2004, 2006; Debels et al., 

2013; Moldovan, 2002).  
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4.1.2.1.2 Angiogenese 

Die unter Punkt 1.2.1.1.1 beschriebenen Erkenntnisse bzgl. der Differenzierungskapazität von 

ASC zu CD31-positiven Zellen (Planat-Benard et al., 2004) rückt unter Annahme des 

Mediatorenmodells (Griessl et al., 2018; Storck et al., 2017) in den Hintergrund. Allerdings 

wurde die parakrine Aktivität der ASC mit Sezernierung von VEGF bereits von Planat-Benard 

2004 sowie von verschiedenen Autoren beschrieben (Fraser et al., 2006; Planat-Benard et al., 

2004; Rehman et al., 2004) und scheint abhängig von der Kinetik der Veränderung der 

Oberflächenmarker, u. a. CD34, zu sein (Kim et al., 2016; Suga et al., 2009). Ebenso zeigten Ell 

et al. in einer Kokultivierung von ASC und endothelialen Vorläuferzellen eine im Vergleich zur 

Kontrollgruppe erhöhte VEGF-Sekretion (Ell et al., 2017). Diese Kokultur zweier Zellreihen 

besitzt eine relative Ähnlichkeit zur SVF, in der ebenfalls CD31-positive endotheliale 

Vorläuferzellen enthalten sind (Bourin et al., 2013; Ell et al., 2017) und unterstützt die Theorie 

des mediatorenbasierten hohen Vaskularisierungspotentials der SVF.  

In dieser Arbeit zeigte sich, dass Adipozyten größtenteils in engem Kontakt zu Blutgefäßen 

stehen, was bereits in früheren Arbeiten beschrieben wurde und auf die parallele Entwicklung 

von Fettgewebe und Blutgefäßen zurückgeführt wird (Crandall et al., 1997; Hausman et al., 

2004; Weiser et al., 2008). Ausgehend von der Mediatorentheorie ist dies eine passende 

Beobachtung: Die von den eingebrachten Zellen ausgeschütteten parakrinen Faktoren 

müssen gleichzeitig Angio- und Adipogenese unterstützen, sich somit die Waage halten.  

Im Vergleich der verschiedenen Gruppen zeigte sich durchweg eine fundierte Angiogenese, 

mit einer generell leichten Überlegenheit der SVF. Passend zu bisherigen Erkenntnissen aus 

der Forschung mit ASC zeigen auch die nicht-induzierten, nicht-vorkultivierten Konstrukte die 

Entstehung eines kapillären Netzwerks, was auf autokrine Sekretion von pro-

angiogenetischen Faktoren hinweist (Fraser et al., 2006; Rehman et al., 2004). Im Gegensatz 

zu bisherigen Arbeiten zeigt sich, dass die unter Punkt 1.2.2 beschriebene Kompromittierung 

der Entstehung von CD31-positiven, prävaskulären Strukturen durch die Vorkultivierung und 

adipogene Induktion (Wittmann et al., 2015) in dieser Arbeit nicht zutrifft, die adipogene 

Induktion somit ohne Einfluss auf die Vaskularisation ist. Das autokrine Sekretionsprofil der 

eingebrachten Zellen bzgl. des Vaskularisierungspotentials (im Gegensatz zum pro-

adipogenetischem Sekretionsprofil) scheint von siebentägige adipogene Induktion 

unbeeinflusst zu sein.  



 Diskussion 50 

Statistisch nicht signifikante Überlegenheit zeigte sich in der Angiogenese der SVF. Dies lässt, 

passend zu den o. g. Ergebnissen von Ell et al. (Ell et al., 2017), die Schlussfolgerung zu, dass 

die in der SVF zusätzlich enthaltenen endothelialen Progenitorzellen die 

Mediatorenkonzentration und/oder deren Wirkung verstärken. Darüber hinaus trifft die 

Theorie der Annahme eines positiven Einflusses der Makrophagen, welche initial humanen 

und im Verlauf murinen Ursprungs sind (wie unter Punkt 4.1.1 und Punkt 4.2 beschrieben), 

auch für die Angiogenese zu (Debels et al., 2013; McIntosh et al., 2006). Der physiologische 

Mechanismus wurde von Moldovan et al. wie folgt beschrieben: Makrophagen bauen die 

Extrazellulärmatrix ab und bilden somit tunnelähnliche Strukturen, welche im weiteren 

Verlauf von „circulating progenitor endothelial cells“ (CPEC) oder „transdifferentiated EC“ 

ausgekleidet werden, wodurch ein kapilläres Netzwerk entsteht (Moldovan, 2002). Darüber 

hinaus spielen pro-angiogenetische Faktoren, u. a. VEGF, eine Rolle in der Regulation der 

makrophagenvermittelten Angiogenese, insbesondere in hypoxischen Milieus (Allavena et al., 

2008; Balkwill et al., 2001; zitiert nach Debels et al., 2013; Murdoch et al., 2005; Salcedo et al., 

1999).  

4.1.2.1.3 Fazit zum Vergleich der Zelllinien  

In Zusammenschau der Ergebnisse dieser Arbeit sowie der unter Punkt 4.1.1.1 aufgeführten 

Arbeiten von Anghelina et al. und Debels 2013 zeigt sich, dass neben dem Sekretionsprofil 

(„secretome“) der eingebrachten Zellen (SVF oder ASC) und dessen Veränderung durch die 

Vorkultivierung Makrophagen eine wichtige Rolle spielen (Debels et al., 2013). Diese finden 

sich einerseits in der eingebrachten SVF (Bourin et al., 2013), andererseits ist eine 

mediatorengetriggerte Rekrutierung von Makrophagen des – in dieser Arbeit – murinen 

Empfängers möglich (Anghelina et al., 2006; Debels et al., 2013).  

4.2 Ursprung der Zellen 

Wie bereits unter Punkt 1.4 beschrieben, zeigen jüngere Studien, dass zwei in ihrer Physiologie 

grundlegend verschiedene Theorien bezüglich der Gewebeentstehung möglich sind: Die 

Ausdifferenzierung eingebrachter Vorläuferzellen (Bausteinprinzip) sowie die 

mediatorengetriggerte Einwanderung von Zellen des Transplantatempfängers 

(Mediatorenmodell) (Bauer-Kreisel et al., 2010; Gimble et al., 2007; Tsuji et al., 2009; Volz et 

al., 2016). 
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Zwar ist der Vergleich bisheriger Studien aufgrund der abweichenden Methodik schwierig, 

dennoch fällt auf, dass bei kürzeren Implantationszeiträumen (vier Wochen oder weniger) rein 

humane Zellverbände bzw. Koexistenz von humanen und murinen Zellen beobachtet wurden 

(Wiggenhauser et al., 2012; Wittmann et al., 2015). Von Heimburg et al. zeigten, dass die 

Zellularität (Zellen/Gesichtsfeld) Vimentin-positiver Zellen abnimmt, je länger die Konstrukte 

in-vivo implantiert waren (von Heimburg et al., 2001). Im Gegensatz zu  den Ergebnissen von 

Wittmann et al. ist in dieser Arbeit die Menge Vimentin-positiver Zellen verschwindend gering 

(Griessl et al., 2018; Wittmann et al., 2015). Es zeigt sich lediglich eine schwache Anfärbung 

von Bindegewebsstrukturen, was am ehesten abgebautem, humanen Restgewebe entspricht 

(vgl. Abbildung 10). 

Zusammenfassend legt dies einen langsam ablaufenden  Umbauprozess nahe, welcher je nach 

Explantationszeitpunkt der verschiedenen Studien noch nicht vollständig abgeschlossen ist. 

Im Zuge dessen werden implantierte Zellen abgebaut und modulieren die Integration von 

Zellen des Transplantatempfängers (Griessl et al., 2018). Im Falle dieser Arbeit liegt nahe, dass 

der Explantationszeitpunkt von fünf Wochen eine Momentaufnahme kurz vor vollständiger 

Desintegration der humanen Zellen darstellt und nahezu vollständig abgeschlossen ist (siehe 

Abbildung 13). In Bezug auf die kontroversen Theorien bezüglich des Schicksals der 

eingebrachten Zellen unterstützen die Ergebnisse dieser Arbeit die Theorie, dass ASC bzw. SVF 

als Ursprung parakriner Faktoren, beispielweise IGF, VEGF, bFGF und HGF (Mizuno et al., 2012; 

Volz et al., 2016) für das schrittweise Einwachsen von adipogenen und endothelialen Zellen in 

das Konstrukt dienen (Freiman et al., 2018; Han et al., 2015; Stillaert et al., 2007; Storck et al., 

2017).   
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Tabelle 5:  Vergleich von in-vivo-Studien 

Vergleich von in-vivo-Studien bzgl. der eingebrachten Zellen, Trägermaterialien, 
Implantationstechniken und -zeiträume, dem Ursprung der Zellen (festgestellt nach 
histologischer Aufarbeitung. Abkürzungen: ASC: adipose-derived stromal and stem cells; hAPC: 
human adipose tissue derived precursor cells; SVF: stromal vascular fraction; PU: polyurethane; 
PCL: polycaprolactone; s.c.: subcutaneous; AV-ft: arterio-venous flow-through; k. A.: keine 
Angabe; „<<”: wesentlich weniger/mehr von; „†”: mittels anti-human-Vimentin evaluiert; „‡”: 
mittels anti-human-MHC-I-Antikörpern evaluiert; „§”: nur wenige Bindegewebsstrukturen  
positiv für humanes Vimentin (Griessl et al., 2018, Appendix, Tabelle 1)  
 

Studie Zelle
n 

Träger-
material 

Implantations-
technik 

In-vivo 
Zeitraum 

Zell-
ursprung 

Quellen-angabe 

Aktuelle 
Arbeit 

ASC  

SVF 

PU / 

TissuCol 

AV-ft 5 murin†,§ (Griessl et al., 
2018)  

Storck et al. 
2017 

ASC PU / stable 
fibrin 

AV-ft 12 murin† (Storck et al., 
2017) 

Wittmann et 
al. 2015 

SVF stable fibrin / 

TissuCol 
ohne scaffold 

s.c. 4 Koexistenz 
(murin << 
human)† 

(Wittmann et 
al., 2015) 

Wittmann et 
al. 2013 

ASC PU / stable 
fibrin 

AV-ft 5 murin† (Wittmann et 
al., 2016) 

Wiggenhauser 
et al. 2012 

hAPC PU / PCL / 
stable fibrin 

AV-ft 

2/4 Wochen 

2 oder 4 human‡ (Wiggenhauser 
et al., 2012) 

Stillaert et al. 
2007 

SVF k. A. k. A. 6 oder 9 murin† (Stillaert et al., 
2007) 

 
 

 

Abbildung 13:  Fiktive Vorstellung der Abbaudynamik 

Humane, Vimentin-positive Zellen (hier rot dargestellt) werden über den 
Implantationszeitraum von bis zu fünf Wochen konsekutiv abgebaut. Währenddessen wandern 
murine, Vimentin-negative Zellen (hier blau dargestellt) ein und bilden das neu entstehende 
Gewebe.  
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4.3 Methodik im Kontext mediatorenbasierter Gewebs-entwicklung 

4.3.1 Vorkultur 

Die grundsätzlichen Überlegungen bezüglich Vorkultivierung und Induktion sowie deren 

Zusammensetzung wurde bereits unter Punkt 1.2.2 erwähnt. Hierbei sei nochmals auf die 

Unterscheidung zwischen reiner Vorkultivierung mit beispielsweise „growth medium“ (PGM-

2 und/oder EGM-2) sowie Vorkultivierung und Induktion (PGM-2, EGM-2 mit zusätzlichen 

Faktoren mit Einfluss auf den PPARγ- und C/EBPα-Signaltransduktionsweg) hingewiesen (Volz 

et al., 2016). Hierbei ist die Abgrenzung gegenüber vorherigen Studien wichtig. Während 

Wittmann et al. zwischen direkter Implantation, Implantation nach Vorkultivierung (PGM-2, 

EGM-2) sowie Implantation mit Vorkultvierung und Induktion (PGM-2, EGM-2 mit Insulin, 

Dexamethason, IBMX und Indomethacin)  unterschied (Wittmann et al., 2015), differenzierten 

Storck et al. zwischen in „growth medium“ vorkultivierten Zellen (PBM-2 und 10 % FBS) und 

zusätzlich induzierten Zellen (Storck et al., 2017). In dieser Arbeit wurde zwischen direkter 

Implantation ohne Vorkultur oder Induktion und Implantation nach Vorkultur und Induktion 

unterschieden (Griessl et al., 2018). Abbildung 14 gibt eine Übersicht über die 

Vorkultivierungsstrategien:   
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Abbildung 14:  Vergleich von Versuchsaufbauten (in Ausschnitten) 

Wittmann 2015 verzichteten auf klassische Träger wie zum Beispiel PU-Schwämme und 
verwendeten stabile Fibringele versetzt mit SVF-Zellen, welche entweder in einem pro-angio- 
und adipogenetischen Medium aus PGM-2 und EGM-2, oder zusätzlich mittels Insulin, 
Dexamethason, IBMX und Indomethacin vorkultiviert wurden. Der Implantationszeitraum 
betrug vier Wochen. Ebenso wurden zelllose Versuchsreihen aus reinen Fibrinkonstrukten im 
Mausmodell evaluiert (Wittmann et al., 2015).  Storck 2017 verwendeten PU-basierte 
Konstrukte mit in stabilem Fibringel gebetteten ASC, welche entweder mit einem pro-
adipogenetischen Medium aus PBM-2 und 10 % fetal-bovine-serum (FBS), oder zusätzlich 
mittels Insulin, Dexamethason, IBMX und Indomethacin vorkultiviert wurden. Der 
Implantationszeitraum betrug zwölf Wochen (Storck et al., 2017). Der Versuchsaufbau von 
Griessl 2018 ist im Material- und Methoden-Teil dieser Arbeit erläutert. Zusammenfassend 

wurden PU-basierte Konstrukte mit in TissuCol gebetteten ASC oder SVF direkt in das 
Mausmodell implantiert oder mittels eines pro-adipogenetischen und pro-angiogenetischen 
Mediums unter Zusatz von induktiven Faktoren (Insulin, Dexamethason, IBMX und 
Indomethacin) vorkultiviert. Der Implantationszeitraum betrug fünf Wochen (Griessl et al., 
2018) (Dieser Abbildung liegen Daten und Versuchsaufbauten der Quellen von Wittmann et al., 
2015, Storck et al., 2017 und Griessl et al., 2018 zugrunde).  
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Unter Annahme des Bausteinprinzips (vgl. Punkt 4.2) war der primäre Gedanke der Vorkultur 

die Differenzierung der eingebrachten Zellen auf eine pro-angiogenetische und pro-

adipogenetische Entwicklung. Die Untersuchungen von Weiser et al. und Fischbach et al. 

implizierten, dass die im Tissue-Engineering verwendeten Zellen einen initialen „commitment 

step“ nicht verpassen dürfen und somit eine Vorkultivierung dringend notwendig ist 

(Fischbach et al., 2004; Weiser et al., 2008). Storck et al. relativierten diese Theorie und zeigten 

mittels Anti-human-Vimentin-Färbung, dass ASC sowie induktive Vorkultur als Mediatoren der 

Einwanderung von Zellen des Empfängers dienen (Storck et al., 2017). Unter Annahme dieses 

Mediatorenmodells (Griessl et al., 2018; Storck et al., 2017) wurde in dieser Arbeit die 

Notwendigkeit einer Vorkultur und Induktion inrage gestellt, da der beschriebene 

„commitment step“ im Kontext des Bausteinprinzips zwar relevant, im Kontext des 

Mediatorenmodells jedoch fraglich nötig ist.  

In dieser Arbeit lässt sich feststellen, dass auch ohne Vorkultivierung und Induktion eine 

suffiziente Adipogenese stattfindet (Gruppe 1 und 2). Diese ist der durch Vorkultur und 

Induktion beeinflussten Fettgewebsentwicklung (Gruppe 3 und 4) überlegen (vgl. Abbildung 

12). Dies bestätigt sich insbesondere im Vergleich zwischen unbehandelten und 

vorkultivierten/induzierten SVF-Zellen. Weiterhin zeigt sich, dass Vorkultivierung und 

Induktion auf die Entstehung von kapillären Netzwerken einen, wenn auch minimalen, 

positiven Einfluss haben (vgl. Abbildung 12). 

Diese Ergebnisse scheinen auf den ersten Blick gegensätzlich zu den Schlussfolgerungen aus 

früheren Ergebnissen, die einen positiven Einfluss der adipogenen Induktion auf die 

Entstehung von Fettgewebe und einen negativen Einfluss auf die Angiogenese nahelegten 

(vgl. Punkt 1.2.2) (Wittmann et al., 2015). Jedoch ist kritisch anzumerken, dass der 

Versuchsaufbau bzgl. der verwendeten Trägermaterialien, der Hydrogele und die 

Implantationsdauer im Detail unterschiedlich sind, was einen direkten Vergleich schwierig 

macht (vgl. Abbildung 14) (Wittmann et al., 2015). Darüber hinaus unterscheiden sich die 

Arbeiten in der Zellherkunft und somit grundlegend in der Theorie bzgl. der Physiologie der 

Gewebeentstehung (vgl. Punkt 4.2) (Griessl et al., 2018).  

In Zusammenschau der Ergebnisse dieser Arbeit müssen somit die bisherigen Erkenntnisse 

bezüglich Vorkultivierung in einem neuen Kontext gesehen werden:  
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Die Daten dieser Arbeit zeigen, dass auch ohne Vorbehandlung der eingebrachten, 

mediatorensezernierenden Zellen (ASC oder SVF) ausreichende Stimuli zur Entstehung von 

vaskularisierten Fettgewebsverbänden vorhanden sind. Durch Vorkultivierung verändert sich 

mit den CD-Profilen der Zellen im Zuge der Vorkultur das Profil der sezernierten Faktoren 

(Rehman et al., 2004; Yoshimura et al., 2006). Die Folge ist, dass sich weniger „host-derived 

fat cells“ im Konstrukt ansiedeln. Die Entstehung eines fundierten kapillären Netzwerks 

scheint davon nur minimal beeinträchtigt. Somit kann auf eine zeit- und kostenintensive 

Vorkultivierung verzichtet werden. 

4.3.2 Auswahl der Trägermaterialien (PU und Fibrin)  

Während, wie bereits unter Punkt 1.2.3 erwähnt, PU-Schwämme als bioresorbierbare, 

volumenstabile Strukturen evaluiert wurden (Wittmann et al., 2016), und darauf erfolgreich 

mit stabiler Fibrinformulierung und ASC in-vivo implantiert wurden (Storck et al., 2017), 

demonstrierten Wittmann et al. die Überlegenheit von TissuCol®-Fibrinformulierungen 

gegenüber den stabilen Formulierungen (Wittmann et al., 2015). Um somit Vitalität der SVF 

und Volumenstabilität der Konstrukte zu garantieren, kombinierten wir formerhaltende PU-

Scaffolds mit zellfreundlichem, schnell abbaubaren TissuCol®.  

Die Kombination von PU-basierenden Trägermaterialien und TissuCol®-Fibrinformulierungen 

hat im Bereich der ASC vielversprechende Ergebnisse hervorgebracht, wurde jedoch in 

Kombination mit der Zelllinie der SVF noch nicht in-vivo evaluiert (Storck et al., 2017; 

Wittmann et al., 2015; Wittmann et al., 2016).  

Dies hat sich ebenfalls in dieser Arbeit als zielführende Kombination erwiesen, insbesondere 

war das verwendete Fibrin bei zunehmender Zahl an Adipozyten im Verband eines 

Fettpolsters in geringerem Umfang nachweisbar, je stärker die Adipogenese war. Somit 

unterstützt diese Fibrinformulierung den Umbauprozess zur Desintegration eingebrachter 

Zellen und die Entstehung empfängereigener Zellverbände.  

Die gewünschten Eigenschaften der Kombination dieser Trägermaterialien bezüglich 

Volumenstabilität wurden bereits durch vorherige Arbeiten dargestellt (Wittmann et al., 

2015), ebenso zeigten sich in dieser Arbeit makroskopische Volumen- und Formstabilität.  
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4.4 Limitationen 

4.4.1 Vergleichbarkeit 

Viele Studien inkl. dieser Arbeit unterscheiden sich bezüglich Trägermaterialien (PU und 

Fibrin), Zellauswahl (3T3-L1-Präadipozyten, ASC, SVF) und insbesondere der Vorkultur (vgl. 

Punkt 4.3.1 sowie Abbildung 14), was die generelle Vergleichbarkeit schwierig gestaltet. 

Deutlich erkennbar wird dies in Anbetracht der Ergebnisse, die sich zum Teil stark 

unterscheiden, einerseits im Einfluss der induktionsfaktorhaltigen Zellkultur, andererseits in 

der Herkunft der Zellen (Griessl et al., 2018; Storck et al., 2017; Wittmann et al., 2015). 

4.4.2 Methodik 

4.4.2.1 Implantationsstrategie 

Bei der Betrachtung der Schnitte fällt auf, dass zwei verschiedene Morphologien von 

Gruppierungen von Adipozyten beschrieben werden können: Einerseits jene, die im 

Außenbereich des Konstrukts zu sehen sind, welche meist in Verbindung zu Fettpolstern 

außerhalb des definierten Konstruktbereichs (Umgebungsbereich) stehen. Darin sind sowohl 

reife, große Adipozyten als auch kleinere enthalten. Im Einklang mit den Ergebnissen der 

Vimentin-Antikörper-Färbung lässt dies die Vermutung zu, dass diese Zellen aus der 

Umgebung eingewachsen sind. Wiggenhauser et. al. haben hierzu in einem in-vivo-

Experiment Silikonfolie um die implantierten Konstrukte installiert, um diese vor dem 

umgebenden Gewebe abzuschirmen (Wiggenhauser et al., 2012). Auch wenn diese nicht-

bioabbaubaren Materialien, wie bereits erwähnt, verschiedene Nachteile mit sich bringen, ist 

dies ein interessanter Ansatz, um Objektivierbarkeit und Vergleichbarkeit zu gewährleisten.  

Im Gegensatz zu dieser möglicherweise durch lokale Migration bedingten Adipogenese zeigen 

sich Ansammlungen von großen, reifen, siegelringförmigen Fettzellen eingebettet in Fibrin, 

welche aufgrund ihrer Lokalisation im Fibrin im Inneren des Konstruktes sowie Ihrer Vimentin-

Negativität am ehesten hämatogene, migrierte Wirtszellen sind oder dem perivaskulären Fett 

des eingebrachten AV-Bundles entspringen. 

Einerseits ist die Fragestellung nach der lokalen Herkunft der Zellen (von der Umgebung 

eingewachsen vs. hämatogen vs. perivaskuläres Fettgewebe) im Falle autologer 

Transplantationen zweitrangig, da die Ergebnisse der Entstehung von vaskularisierten 

Fettgewebsverbänden, unabhängig von der Herkunft, die entscheidende Zielgröße sind. 

Andererseits könnte die Zellherkunft für die klinische Anwendung eine Rolle spielen: Die 
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Transplantation eines präfabrizierten Lappens in ein fettreiches oder fettarmes Milieu hat 

einen Einfluss auf die Adipogenese des Konstrukts. 

4.4.2.2 Weiterführende Methodik  

Bezüglich der Theorie der Desintegration des eingebrachten Spendergewebes und der 

Integration von Empfängergewebe (vgl. Punkt 4.2) lässt sich in dieser wie in vielen Vorarbeiten 

nur eine Momentaufnahme darstellen. Um den Prozess und die Kinetik von Integration und 

Desintegration und somit Rückschlüsse auf die Einflussfaktoren zu erhalten, wäre eine Analyse 

der Gewebeveränderung vor und zu verschiedenen Zeitpunkten nach Implantation 

wünschenswert. Ebenso sollte im Hinblick auf die Ergebnisse von Debels et al. das Ausmaß der 

Entzündung in einem Konstrukt zu einem bestimmten Zeitpunkt erfasst und, beispielsweise 

mittels CD-Differenzierung, die Anwesenheit von Makrophagen evaluiert werden (Debels et 

al., 2013).  

4.4.3 Langzeit-Volumenstabilität 

Die Volumenstabilität wurde bereits in Vorversuchen analysiert, jedoch waren diese Versuche 

immer in kurzfristigen Zeiträumen angesiedelt. Ein in-vivo-Versuch über den o. g. Zeitraum 

der PU-Desintegration (1−1,5 Jahre) hat bisher noch nicht stattgefunden (Wittmann et al., 

2015; Wittmann et al., 2016) und wäre wünschenswert.  

4.4.4 ASC, SVF und Tumorgenese 

Die bereits erwähnten Eigenschaften der ASC, die Hemmung des körpereigenen 

immunologischen Schutzsystems gegen unkontrollierte Zellreaktion und -proliferation oder 

die Sekretion bestimmter Faktoren (wie z. B. VEGF bei der Angiogenese) kann, neben den 

gewünschten Effekten im Bereich des Tissue-Engineering, auch negative Effekte beinhalten. 

Beispielsweise konnten Wei et al. sowohl die Entstehung als auch das Fortschreiten von Brust- 

und Kolonkarzinomen durch zelluläre Interaktion zwischen Tumor- und ASC-Zellen zeigen. 

Involviert ist u. a. die durch Interaktion veränderte sekretorische Aktivität von IL-6, was zu 

Aktivierung pro-karzinogener Genexpression wie beispielsweise des „signal transducer and 

activator of transcription 3“ (STAT3)- Signalweges führt (H. J. Wei et al., 2015). In einer in-vivo-

Mausstudie zeigten Wang et al. die Progression von Osteosarkomzellen unter lokalem Einfluss 

von ASC. Auch in dieser Studie ergab sich ein kausaler Zusammenhang der 

Tumorzellprogression mit der Aktivierung von STAT3 (Wang et al., 2017). Dieser, in Regulation 

von Zellwachstum und Apoptose involvierte Transkriptionsfaktor verstärkt bei Überaktivität 
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die Malignität von Tumoren. Hierbei sind diverse zelluläre Regulationsmechnismen involviert, 

beispielsweise die erhöhte Expression von VEGF und somit Tumor-Angiogenese (B. B. 

Aggarwal et al., 2009; Niu et al., 2002). Orecchioni et al. beschreiben in einer Studie mit 

Mammakarzinomzellen das Zusammenspiel von CD34-positiven Vorläuferzellen im 

Fettgewebe (entweder unpassagierte ASC oder endotheliale Progenitoren) als potente 

Kombination für die Entstehung von Tumoren. Während ASC beispielsweise das lokale 

Tumorwachstum beschleunigen, können endotheliale Vorläuferzellen die Bildung von 

Lymphknoten- und soliden Metastasen fördern (Orecchioni et al., 2013). Ähnliche Ergebnisse 

beschreiben Padura et al.: Nach Koinjektion von Brusttumorzellen und CD34-positiven Zellen 

aus menschlichem Fettgewebe in ein Mausmodell zeigte sich vermehrtes Tumorwachstum mit 

menschlichen, CD34-positiven Endothelzellen innerhalb der Tumore sowie prominentere 

Metastasierung. Die Gruppe führte die verstärkte Tumorentwicklung hauptsächlich auf lokale, 

nicht systemisch-lösliche Einflussfaktoren zurück (Martin-Padura et al., 2012).  

Ein weiterer Faktor, der die Malignität von Tumoren unter Einfluss von ASC verstärken kann, 

ist deren Metastasierungswarscheinlichkeit. Rowan et al. zeigten in einem Mausmodell, dass 

gemeinsame Applikation von ASC und dreifach-negativen MDA-MB-31-Brustzelltumorzellen 

(Tumorzellen, die weder Progesteron-, Östrogen- noch HER-2-Rezeptoren exprimieren) einen 

Zuwachs von pro-metastatischen Faktoren, wie Matrix-Metalloproteinase-9 (MMP-9) 

bedingt. Dieses Protein ist bei der Zersetzung von Extrazellulärmatrix beteiligt und dadurch in 

physiologischen Prozessen wie Wundheilung, Angiogenese sowie in pathologischen Prozessen 

wie Tumormetastasierung involviert (Rowan et al., 2014; Van den Steen et al., 2002). Bei einer 

weiteren Studie dieser Gruppe mit Cal-27-Plattenepithelkarzinom-Zellen ließ sich zwar weder 

in-vitro noch in-vivo ein durch ASC-Kokultur intensiviertes Tumorwachstum feststellen. 

Allerdings zeigten die Plattenepithelzellen unter ASC-Einfluss deutliche Tendenz zur 

Mikrometastasierung ins Gehirn (beurteilt mittels quantitativer Echtzeit-PCR). Vermehrte 

Expression von MMP-9 im Primärtumor sowie weitere Faktoren konnten hier ebenso 

detektiert werden. Diese Ergebnisse legen nahe, dass ASC den frühen 

Metastasierungsprozess, zum Beispiel durch Loslösen der metastasierenden Tumorzellen vom 

Primärtumor, unterstützen (Rowan et al., 2016).  

Jedoch scheint die pure An- bzw. Abwesenheit von ASC nicht der alleinige Triggerfaktor zu 

sein. Hillers et al. demonstrierten kürzlich, dass die Eigenschaften von ASC selbst (hinsichtlich 

Proliferations- und Differenzierungskapazität) sowie der Einfluss von ASC auf Tumorzellen 



 Diskussion 60 

abhängig vom Stoffwechsel des ASC-Spenders zu sein scheint. ASC, welche aus adipösen 

Mäusen gewonnen wurden, zeigten das Wachstum größerer, invasiverer Tumore, was die 

Autoren der vermehrten Sezernierung von insulin-like growth factor-1 (IGF-1) zuwiesen 

(Hillers et al., 2018).  

Im Gegensatz zu den besorgniserregenden in-vitro und in-vivo-Studien und den daraus 

resultierenden, möglichen pro-kanzerogenen Effekten von ASC, zeigten sich im klinischen 

Setting größtenteils unproblematische Transplantationen: Myckatyn et. al. stellten in einer 

Fall-Kontroll-Studie keine erhöhten Rezidiv-Raten für Patientinnen nach Mastektomie und 

sofortiger Brustrekonstruktion mittels Fetttransfer fest. Allerdings sind diese Daten durch das 

Fehlen von Informationen über die erfolgte Fetttransfer-Technik limitiert (Myckatyn et al., 

2017). In einer Metaanalyse von über 4.000 Patienten aus 59 Studien konnten Krastev et al. 

kein erhöhtes Risiko für Lokalrezidive nach autologem Fetttransfer feststellen (Krastev et al., 

2018). Allerdings sind die genannten Studien nicht mit reinen stammzellbasierten 

Rekonstruktionsmethoden durchgeführt worden. Auch im transplantierten autologen Fett 

sind ASC enthalten, allerdings in weitaus geringerer Konzentration mit folglich geringerem 

Einfluss auf mögliche residuale Tumorzellen. Bei alleiniger klinischer Anwendung von ASC- und 

SVF-Zellen zeigten sich ebenfalls keine Nebeneffekte, insbesondere zeigte sich keine 

Tumorgenese (Dykstra et al., 2017).  

Jedoch ist der Einfluss von ASC- und SVF-Zellen auf residuale Tumorzellen nach fettgewebs- 

und/oder stammzellbasierten Rekonstruktionen nicht abschließend geklärt. Vor allem 

bestehen große Unterschiede in Abhängigkeit vom Primärtumor, dem Mikromilieu der 

Zellkultur und dessen Veränderung durch parakrine Aktivität der ASC, sowie Eigenschaften der 

ASC-Spender wie zum Beispiel body-mass-index (BMI) (Rowan et al., 2014; Rowan et al., 2016). 

Die Diskrepanz zwischen in-vitro-Ergebnissen und klinischen Studien und die somit 

einhergehende Unsicherheit fassten Koellensperger et al. nach eingehender Untersuchung 

des Einflusses von ASC- auf Brustkrebs-Zellen zusammen (Koellensperger et al., 2017):  
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 "(...) ADSCs may strongly increase the risk of breast cancer tumor growth and 

 metastasis in-vivo if administered to the vicinity of premalignant or malignant 

 mammary cells."2 (Koellensperger et al., 2017). 

Aufgrund dessen ist sowohl die Aufklärung und Einverständnis des Patienten, als auch die 

gründliche Untersuchung auf mögliche unvollständig entfernte bzw. unentdeckte Tumore 

wichtig (Koellensperger et al., 2017): 

"(...), it seems crucial to rigorously screen all patients for premalignant or residual 

 lesions prior to the injection of fat, stem cell-augmented fat, or isolated ADSCs in the 

 breast or adjacent tissues, to avoid a potential co-localization of ADSCs and BRCAs."3 

(Koellensperger et al., 2017).  

 
2 (...) ADSC können das Risiko von in-vivo-Wachstum und Metastasierung von Brustkrebs stark steigern, falls sie 
in die Umgebung von prämalignen oder malignen Zellen der Brustdrüse appliziert werden (Übersetzung des 
Autors, Koellensperger et.al., 2017, Seite 17). 
3 (...), scheint es essenziell, alle Patienten konsequent auf prämaligne oder verbliebene Läsionen zu untersuchen, 
bevor Fett, mit Stammzellen angereichertes Fett oder isolierte ADSC in die Brust oder angrenzendes Gewebe 
injiziert wird, um ein mögliches Nebeneinander von ADSC und BRCA zu vermeiden (Übersetzung des Autors, 
Koellensperger et.al., 2017, Seite 18). 
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4.5 Ausblick 

Im Hinblick auf die unter Punkt 4.1.1 und Punkt 4.1.1.2 aufgeführten Erkenntnisse liegt die 

Frage nahe, ob tatsächlich lediglich das Sekretionsprofil („secretome“) der eingebrachten 

Zellen (SVF oder ASC) bzw. dessen Veränderung durch die Vorkultivierung relevant ist, oder 

auch lokale Inflammation und die mediatorengetriggerte Rekrutierung von Makrophagen des 

– in dieser Arbeit – murinen Empfängers (Anghelina et al., 2006; Debels et al., 2013).  

Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen, dass die Forschung sich im Hinblick auf die klinische 

Translation der Erkenntnisse an einer möglichst einfachen, im therapeutischen Setting rasch 

und kostengünstig anwendbaren Lösung orientieren sollte. Somit ist die SVF ohne 

„Vorbehandlung“ aufgrund ihrer Zellzusammensetzung (Bourin et al., 2013), 

Inflammationskapazität (Anghelina et al., 2006; Debels et al., 2013) und ihrem Potential zu 

Adipo- und Angiogenese (vgl. Abbildungen 11 und 12; Punkt 4.1.2) die vielversprechendste 

Zellquelle für weitere Forschungsansätze.  

Im Hinblick auf die Limitationen, insbesondere in Bezug auf die schwierige Vergleichbarkeit 

der einzelnen Studien, ist eine Standardisierung der Prozesse und des Materials und der 

Methoden wünschenswert. Wie schon Patrick et al. erwähnten, erschwert die Variation von 

Tiermodellen die Vergleichbarkeit der Daten rund um das Adipose-Tissue-Engineering, doch 

trifft dies vor allem auch auf Zellen, Vorkultur und Auswertungskonzepte zu (C. W. Patrick et 

al., 2008).  
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 Zusammenfassung 
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In dieser Arbeit haben wir erfolgreich das bisherige Wissen von „adipose-derived stromal and 

stem cells (ASC)“-basiertem Tissue-Engineering auf eine andere Zellformulierung übertragen. 

Diese, die Stroma-Vaskuläre-Fraktion (SVF), beinhaltet die bisher verwendeten ASC. Im 

Gewinnungsprozess wird jedoch auf aufwendige Isolierung und Passagierung verzichtet. 

Somit enthält die SVF auch Zellen anderer Funktion, wie zum Beispiel vaskuläre 

Vorläuferzellen und Makrophagen (Bourin et al., 2013; Dykstra et al., 2017).  

Zellbasierte Arbeiten im Bereich des Adipose-Tissue-Engineering unterscheiden sich in der 

Theorie des Zellursprungs: Fungieren eingebrachte Zellen als „Baustein“ der 

Gewebsentwicklung oder als Mediatoren, die das Einsprossen von Zellen des Empfängers und 

deren Entwicklung in organisierte Gewebeverbände dirigieren? Auf dem Weg zur klinischen 

Translation der in-vitro- und in-vivo-Versuche ist das Verständnis dieser grundlegend 

unterschiedlichen Physiologie der Gewebsentwicklung entscheidend.   

In dieser Arbeit konnte mittels Vimentin-Färbung die in vorherigen Arbeiten angedeutete 

Mediatoren-Theorie erneut gestützt werden (Griessl et al., 2018; Stillaert et al., 2007; Storck 

et al., 2017). Argumente bezüglich der nötigen Differenzierung der eingebrachten Zellen zu 

deren Zielzelllinien rücken somit in den Hintergrund. Im Hinblick auf die klinische Translation, 

dem Streben nach einem durch Tissue-Engineering von autologen Fettstammzellen 

hergestellten, gestielten und sekundär transplantierbaren Gewebelappen, greifen unter 

Annahme des Mediatorenmodells mehrere Mechanismen Hand in Hand: Einerseits ein 

dynamischer Prozess, gelenkt durch Makrophagen und deren Fähigkeit zur Desintegration von 

Extrazellulärmatrix und konsekutiver Bildung von tunnelähnlichen Strukturen (Anghelina et 

al., 2004, 2006; Debels et al., 2013; Moldovan, 2002). Diese dient als Vorbereitung einer 

Neoangiogenese durch Zellen des Transplantatempfängers, getriggert durch passager 

anwesende Mediatoren-freisetzende Stammzellen (Anghelina et al., 2004, 2006; Debels et al., 

2013; Griessl et al., 2018; Sakurai et al., 2003; Stillaert et al., 2007; Storck et al., 2017; 

Wittmann et al., 2015). Diese Neoangiogenese ist wiederum essenziell für die Entstehung von 

neuem, langfristig volumenstabilen Gewebe (Crandall et al., 1997; Hausman et al., 2004; 

Weiser et al., 2008).  
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Die Daten dieser Arbeit zeigen, dass sich reine, unbehandelte SVF-Zellen, gestützt durch den 

lokalen Einfluss von Makrophagen, als Ursprungsort parakriner Mediatoren zur Angio- und 

Adipogenese eignen und somit eine zeit- und kosteneffiziente Alternative darstellen (Griessl 

et al., 2018). Die Einfachheit der Isolation der SVF aus einem Liposuktionsprodukt, 

insbesondere mit automatisierten, klinisch anwendbaren Geräten (Aronowitz et al., 2016)  

und die somit wegfallende Passagierung der ASC-Zellen, birgt die Basis für die klinische 

Praktikabilität im Bereich des Tissue-Engineering. In anderen Fachbereichen hat diese 

klinische Praktikabilität bereits den Alltag erreicht (Cho et al., 2015; Gonzalez-Rey et al., 2010; 

Hillers et al., 2018; Michalek et al., 2019; Philandrianos et al., 2018).  

In einer theoretischen Überlegung könnte ein derartiges klinisches Setting wie folgt ablaufen 

und wurde bereits in anderen Fragestellungen ebenso angewandt (Hillers et al., 2018): In einer 

initialen Sitzung wird dem Patienten, welcher beispielsweise eine Defektdeckung im 

Gesichtsbereich nach Trauma benötigt, minimalinvasiv Fett abgesaugt. Das 

Lipoaspirationsprodukt wird durch entsprechende, kommerziell erhältliche Geräte, wie zum 

Beispiel dem Celution® System der Firma Cytori, in 1,5 Stunden zur SVF prozessiert (Fraser et 

al., 2014; Hillers et al., 2018). Die gewonnene SVF wird dann auf zuvor an die Defektgröße und 

Form angepasste Trägermaterialien aufgebracht, diese werden implantiert und durch eine 

sekundär explantierbare Gefäßversorgung des Patienten perfundiert. Wenige Wochen später 

kann das Konstrukt über den gleichen operativen Zugang inklusive Blutversorgung geerntet 

und am benötigten Ort integriert werden, um eine volumenstabile Korrektur des Defekts zu 

erreichen. Während die Implantation derartiger Konstrukte im Tiermodell von unserer 

Arbeitsgruppe, wie bereits erwähnt, mehrfach erfolgreich durchgeführt wurde, zeigten 

Freiman et al. die Generierung eines derartigen Lappens in-vivo sowie dessen anschließende 

Transplantation zur Deckung von freiliegenden Knochen- und Sehnenanteilen am Knöchel und 

Bauchwanddefekten im Rattenmodell (Freiman et al., 2018). 
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