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Zusammenfassung 

Der natürliche Wundheilungsprozess gliedert sich in die vier Phasen Hämostase, Entzündung, 

Proliferation und Reifung auf. Während des Heilungsprozesses spielen die Wechselwirkungen 

und Reaktionen zwischen verschiedenen Zelltypen, Wachstumsfaktoren, Zytokinen sowie 

Komponenten der extrazellulären Matrix eine Schlüsselrolle. Das Zusammenspiel dieser 

Wechselwirkungen ist bei chronische Wunden gestört. Sie können vor allem durch 

Vorerkrankungen wie Diabetes oder Herz-Kreislauferkrankungen auftreten. Es gibt 

mittlerweile eine große Anzahl an Therapieansätzen und das moderne Wundmanagement hat 

sich weit von traditionellen Wundauflagen entfernt. Dabei haben sich vor allem 3D-Gerüste 

aus Biomaterialien bewährt, die die natürliche extrazelluläre Matrix nachahmen und die 

Zellmigration und -proliferation fördern. Kollagen Typ I ist der Hauptbestandteil der 

extrazellulären Matrix und trägt entscheidend zur Angiogenese und Reepithelisierung 

während des Wundheilungsprozesses bei. Allerdings kann Kollagen aufgrund der 

verminderten mechanischen Eigenschaften schwer direkt im Bioprinting Verfahren eingesetzt 

werden, so dass in dieser Arbeit zunächt eine mittels CAD designte Halterung aus PLA und eine 

Gießform aus Pluronic gedruckt wurde. Es konnte demonstriert werden, dass die 

3D-Kollagengerüste stabil sind und leicht upgescalt werden können. Durch die Flexibilität des 

Druckvefahrens lässt sich das Gerüst individuell an die Wunde des Patienten anpassen. Das 

Kollagen wurde zuvor mit adipösen Stromazellen und humanen Nabelvenen-Endothelzellen 

beladen, um eine Wundauflage mit hohem angiogenen Potenzial zu entwickeln- einer 

Grundvoraussetzung für eine erfolgreiche Wundheilung. In den 3D-Kollagengerüsten zeigten 

die HUVECs in Co-Kultur mit den ASCs eine proliferative Aktivität. Durch das schwebende 

Kollagengerüst in der Halterung ist eine optimale Nährstoff- und Sauerstoffversorgung 

gewährleistet. Die Zellen übten eine Zugkraft aus und das Kollagennetzwerk konnte 

umorganisiert werden. Sowohl rasterelektronenmikroskopische als auch 

rasterkraftmikroskopische Aufnahmen zeigten große Bereiche, in denen die Kollagenfasern 

nach der Co-Kultivierung parallel zueinander ausgerichtet waren. Das angiogene Potenzial der 

zellbeladenen Kollagengerüste konnte durch die Hochregulation der Wachstumsfaktoren 

Serpin E1 und TIMP-1 gezeigt werden. Beide Wachstumsfaktoren spielen eine wesentliche 

Rolle beim Matrixumbau, der Zellmigration und -proliferation und führen bei fehlerhaften 
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Regulation zu einer abnormalen Wundheilung. Zudem wurde das angiogene Potenzial der 3D-

Gerüste mit der Co-Kultur mittels Tube Formation Assay demonstriert. Als Reaktion auf die 

angiogenen Wachstumsfaktoren sind die HUVECs in der Lage kapillarartige Röhrchen zu 

bilden, wenn sie zuvor mit dem gewonnenen Überstand aus den Kollagengerüsten mit der Co-

Kultur inkubiert wurden. Insgesamt zeigen die Ergebnisse, dass die 3D-Kollagengerüste 

beladen mit HUVECs und ASCs in Co-Kultur vielversprechend für eine verbesserte 

Geweberegeneration und für die Behandlung von Wunden sind. Ein weiterer Ansatz für das 

Wundmanagement kann die Herstellung von 3D-Gerüsten durch Bioprinting unter 

Verwendung von AAM in Kombination mit Pluronic sein. Durch die Mischung können stabile 

3D-Gerüste aus einer dezellularisierten Matrix hergestellt werden, die ebenfalls ein hohes 

Potenzial für eine verbesserte Wundheilung bieten können. 
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Summary 

The natural wound healing process is divided into four phases: haemostasis, inflammation, 

proliferation and maturation. During the healing process, the interactions and reactions 

between different cell types, growth factors, cytokines and components of the extracellular 

matrix play a key role. Chronic wounds can mainly occur as a result of certain pre-existing 

conditions such as diabetes or cardiovascular diseases. There are now a large number of 

therapeutic approaches and modern wound management has moved far away from 

traditional wound dressings. 3D scaffolds made of biomaterials that mimic the natural 

extracellular matrix and promote cell migration and proliferation have proven particularly 

useful. Collagen type I is the main component of the extracellular matrix and is a key 

contributor to angiogenesis and re-epithelialization during the wound healing process. 

However, collagen is difficult to use directly in the bioprinting process due to its limited 

mechanical properties. Therefore, in this work a CAD-designed PLA holder and a Pluronic mold 

were printed initially. Casted into the pluronic mold, it could be demonstrated that the 3D 

collagen scaffolds are stable and can be easily scaled up. Due to the flexibility of the printing 

process, the scaffold can be individually adapted to the patient's wound. The collagen was 

previously loaded with adipose stromal cells and human umbilical vein endothelial cells to 

develop a wound dressing with high angiogenic potential. Angiogenesis or neovascularization 

is the basic requirement for successful wound healing. In the 3D collagen scaffolds, the 

HUVECs showed proliferative activity in co-culture with the ASCs. The floating collagen 

scaffold in the holder ensures an optimal supply of nutrients and oxygen. The cells exerted a 

tensile force and the collagen network could be reorganized. Both scanning electron 

microscopy and atomic force microscopy revealed large areas where the collagen fibers were 

aligned parallel to each other after co-cultivation. The angiogenic potential of the cell-loaded 

collagen scaffolds could be demonstrated by the upregulation of the growth factors serpin E1 

and TIMP-1. Both growth factors play an essential role in matrix remodeling, cell migration 

and proliferation during wound healing. Dysregulation is a critical cause for abnormal wound 

healing. In addition, the angiogenic potential of the 3D scaffolds with the co-culture was 

demonstrated using a tube formation assay. In response to the angiogenic growth factors, the 

HUVECs are able to form capillary-like tubes when previously incubated with the supernatant 
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obtained from the co-culture-laden collagen scaffolds. Overall, the results show that the 3D 

collagen scaffolds loaded with HUVECs and ASCs in co-culture are promising for enhanced 

tissue regeneration and wound management. Another approach to wound management can 

be the production of 3D scaffolds by bioprinting using AAM in combination with Pluronic. The 

mixture can be used to produce stable 3D scaffolds from a decellularized matrix, which can 

also offer great potential for improved wound healing. 
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1. Einleitung 

1.1 Natürliche Gewebereparatur und -regeneration  

Der Begriff „Reparatur“, wenn er im Zusammenhang mit der Heilung von geschädigtem 

Gewebe verwendet wird, ist definiert als die Wiederherstellung der Gewebearchitektur und -

funktion nach einer Verletzung.1 Es umfasst zwei getrennte Prozesse: Regeneration und 

Erneuerung. Regeneration bezieht sich auf eine Art der Heilung, bei der durch neues 

Wachstum beschädigte Gewebeteile vollständig in ihren normalen Zustand zurückversetzt 

werden. Der Ersatz bzw. die Erneuerung umfasst eine Art der Heilung, bei der stark 

beschädigtes oder nicht regenerierbares Gewebe durch die Ablagerung von Bindegewebe 

repariert wird. Ein Prozess, der allgemein als Narbenbildung bezeichnet wird.1 Während einige 

Arten von Gewebeverletzungen (z. B. kleinere Papierschnitte) manchmal so geheilt werden 

können, dass keine bleibenden Schäden zurückbleiben, besteht der größte Teil unserer 

Gewebereparatur sowohl aus Regeneration als auch aus Erneuerung. Die Gewebereparatur 

kann einige der ursprünglichen Strukturen des beschädigten Gewebes (z. B. Epithelschichten) 

wiederherstellen, sie kann aber auch zu strukturellen Anomalien führen, welche die 

Organfunktion beeinträchtigen (z. B. die Narbe, die bei der Heilung eines Myokardinfarkts 

entsteht).2 

Ob die Heilung einer Wunde über den Regenerations- oder den Ersatzweg (oder beide) 

abläuft, hängt vor allem von der Art des Gewebes ab, in dem sie auftritt. Bestimmte Gewebe 

des Körpers sind zur Zellproliferation (und damit zur Regeneration) fähiger als andere. In 

diesem Zusammenhang gibt es drei Arten von Geweben: sich kontinuierlich teilende Gewebe, 

ruhende Gewebe und sich nicht teilende Gewebe. Ein sich kontinuierlich teilendes Gewebe 

(auch als labiles Gewebe bekannt) besteht aus Zellen, die ständig proliferieren, um tote oder 

abgestoßene Zellen zu ersetzen.3 Beispiele für solche Gewebe schließen Epithelien (wie Haut, 

gastrointestinales Epithel und Speicheldrüsengewebe) und hämatopoetische Gewebe ein. 

Diese Gewebe enthalten Pools von Stammzellen, die eine enorme proliferative und 

selbsterneuernde Fähigkeit haben und zum Teil mehr als einen Zelltyp hervorbringen. 

Einige Gewebe, die als ruhende Gewebe (oder stabile Gewebe) bezeichnet werden, bestehen 

aus Zellen, die normalerweise in einem sich nicht teilenden Zustand existieren, aber als 

Reaktion auf bestimmte Reize, wie z. B. eine Zellverletzung, in den Zellzyklus eintreten können. 
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Gewebe, die in diese Kategorie fallen, schließen parenchymale Zellen der Leber, Niere und 

Bauchspeicheldrüse, mesenchymale Zellen wie Fibroblasten und glatte Muskelzellen, 

Endothelzellen und Lymphozyten ein. Einige Gewebearten bestehen aus Zellen, die den 

Zellzyklus dauerhaft verlassen haben und sich daher nicht vermehren können. Zu diesen sich 

nicht teilenden Geweben (oder permanenten Geweben) gehören Herz- und Skelettmuskeln. 

Die Gewebereparatur in diesen Geweben hinterlässt immer dauerhafte Anzeichen einer 

Verletzung, wie z. B. eine Narbe.2 

Die natürliche Gewebereparatur ist eine dynamische restaurative Zellproliferation und 

Geweberegenerationsreaktion, die stimuliert wird, um akute Toxizität zu überwinden und 

Organ-/Gewebestruktur und -funktion wiederherzustellen.4 Der Prozess der Reparatur 

beinhaltet eine komplexe Wechselwirkung zwischen Zellen, extrazellulärer Matrix, 

Blutgefäßen und Wachstumsfaktoren bzw. Zytokine. 

 

1.2 Aufbau der Haut und deren Defekte 

1953 beschrieb Cornels die menschliche Haut als "monumentale Fassade des menschlichen 

Körpers". Obwohl sie etwas poetisch ist, fängt die Definition die meisten ihrer wesentlichen 

Aspekte ein.5 Die Haut stellt eine lebensnotwendige Barriere zwischen dem Körper und der 

Umgebung dar. Sie schützt vor physischen Schäden, Krankheitserregern und 

Flüssigkeitsverlust und hat eine immun-neuroendokrine Funktion, die zur Aufrechterhaltung 

der Körperhomöostase beiträgt.6, 7 Um ihre spezifischen Funktionen ausüben zu können, muss 

die Haut entscheidende Eigenschaften aufweisen, die für fast jedes Gewebe gelten. Sie 

braucht eine mechanische Stabilität, welche größtenteils durch die extrazelluläre Matrix 

(EZM) zustande kommt, die hauptsächlich von Fibroblasten ausgeschieden wird. Außerdem 

benötigt die Haut eine Blutzufuhr zur Versorgung mit Nährstoffen und Sauerstoff und zum 

Abtransport von Stoffwechselprodukten und Kohlendioxid. Dafür wird ein Netzwerk von 

Blutgefäßen benötigt, die mit Endothelzellen ausgekleidet sind. Über diese Gefäße können 

auch Zellen des Immunsystems, Monozyten, Makrophagen und dendritische Epidermiszellen 

transportiert werden und vor Ort gegen Infektionen oder Verletzungen helfen. Die 

Immunzellen phagozytieren endringende Pathogene und sorgen für die Aktivierung von 

Lymphozyten, welche die differenzierten Reaktionen der spezifischen Immunabwehr 

ausführen.8 Die Haut ist aus drei Schichten aufgebaut. Außen liegt das Epithel, die Epidermis 
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oder Oberhaut, und darunter befindet sich eine Lage von Bindegewebe, das zum einen die 

kollagenreiche Dermis oder Lederhaut und zum anderen die darunter liegende fetthaltige 

Hypodermis oder Unterhaut umfasst (Abb. 1).5  

 

Abb. 1: Der Aufbau der normalen Haut (a) im Vergleich zu einer verletzten Haut (b) mit den Hauptakteuren 

(verschiedene Zelltypen) im Wundheilungsprozess. 

Die Epidermis ist die definierende Komponente der Haut, auch wenn es nicht die größte Masse 

bildet. Die Epidermis ist häufiger und unmittelbar den äußeren Bedingungen ausgesetzt als 

alle anderen Gewebe im Körper, deshalb stellt ihre wichtigste Funktion die Bildung einer 

wasserfesten Barriere dar. Die Epidermis enthält Keratinozyten, Melanozyten, dendritische 

Zellen, Langerhans-Zellen und andere Immunzellen sowie sensorische Axone und die 

epidermal-dermale Basalmembran.9, 10 Das Epithel- und das Bindegewebe stellen zwei 

Extreme der Gewebeorganisation dar. Im Epithelgewebe ist die extrazelluläre Matrix (EZM) 

schwach ausgebildet. Die Zellen sind durch Zell-Zell-Interaktionen miteinander verbunden, die 

hauptsächlich die mechanischen Beanspruchungen auffangen. Das Bindegewebe hingegen 

besitzt eine große Menge an EZM und nur wenige Zellen. In der Dermis befinden sich die 

Hautanhangsgebilde, z.B. Haare und Drüsen, Fibroblasten, Makrophagen, Mastzellen, 

antigenpräsentierende Hautzellen sowie Immunzellen.11 Die Matrix besteht vor allem aus 

faserförmigen Polymeren, hauptsächlich aus Kollagen, und dieses Netzwerk verleiht die 

mechanische Stärke, die von dem Gewebe verlangt wird. Zudem werden dadurch die 

Ausschüttung von Wachstumsfaktoren und Zytokinen reguliert.12 
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Verletzungen der Hautintegrität, die mit der Zeit komplikationslos heilen, werden als akute 

Wunden bezeichnet.12 Dabei gelten im Allgemeinen Abschürfungen, chirurgische und 

traumatische Wunden oder oberflächliche Verbrennungen als akute Wunden.13 Jedes Mal, 

wenn die Integrität der Hautbarriere beeinträchtigt wird, entsteht eine Wunde (Abb. 1 b). Bei 

gesunden Menschen ist die Wundheilung ein hochpräziser und gut koordinierter Prozess. 

Dennoch kämpfen rund 40 Millionen Patienten weltweit mit chronischen Wunden, was 

enorme Auswirkungen auf das Gesundheitssystem und letztlich auf die Wirtschaft hat.7, 14-16 

Wunden, die den normalen Heilungsprozess nicht durchlaufen haben und sich entweder 

innerhalb von 30 Tagen nicht signifikant gebessert haben oder innerhalb von 60 Tagen nicht 

vollständig verheilt sind, werden als chronische Wunden klassifiziert.17 Die meisten chronisch 

nicht heilenden Wunden sind mit Stoffwechselstörungen (z.B. Diabetes), chronischen 

Nierenerkrankungen, vaskulären Defiziten (z.B. venöse oder arterielle Insuffizienz) sowie 

arterieller Hypertonie (Bluthochdruck) assoziiert.18-21 Nach dem neuesten Bericht des „Global 

Wound Care Market“ von 2021 wurde der weltweite Wundversorgungsmarkt im Jahr 2021 

auf 17,49 Mrd. USD geschätzt. Der Markt soll von 18,51 Mrd. USD im Jahr 2022 auf 28,13 Mrd. 

USD im Jahr 2029 ansteigen und über den geschätzten Zeitraum eine durchschnittliche 

jährliche Wachstumsrate (CAGR) von 6,2% aufweisen. Diese Wachstumsrate wird aufgrund 

der alternden Bevölkerung, der Zunahme von Diabetes und Adipositas weltweit und des 

anhaltenden Infektionsproblems erwartet.22 Dementsprechend stellen vor allem chronische 

Wunden weiterhin eine erhebliche klinische, soziale und wirtschaftliche Herausforderung dar. 

 

1.2.1 Wundheilung und ihre 4 Phasen 

Ausgangspunkt jeder Wundheilung ist eine Störung des Blutflusses durch 

Kapillarverletzungen. Wunden sollten dabei nach einem patientenspezifischen Ansatz 

behandelt werden, jeweils angepasst an die jeweilige Heilungsphase und den Wundzustand. 

Unter anderen haben die Feuchtigkeit in der Wunde, die Sauerstoffversorgung, die Infektion, 

sowie das Alter, der Ernährungszustand, der Body-Mass-Index und Medikamente einen 

entscheidenden Einfluss auf den Heilungsprozess.3, 23, 24 Nach dem Heilungsprozess sollte die 

verletzte Stelle des Bindegewebes wieder repariert und reepithelisiert und in die normale 

anatomische Struktur zurückgekehrt sein sowie die funktionelle Integrität zurückerlangt 

haben.3 
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Der Wundheilungsprozess der Haut erfolgt normalerweise in einer Kaskade von koordinierten 

und systemischen Ereignisse mit einer Vielzahl von zellulären Aktivitäten und ist 

gekennzeichnet durch eine Reihe von vier aufeinanderfolgenden und zeitgleich ablaufenden 

Phasen: Hämostase, Entzündung, Proliferation, Umbau/Reifung (Abb. 2).15, 25-27 Der Übergang 

zwischen diesen Stadien hängt in der Regel von dem Wachstum und der Differenzierung der 

am Wundheilungsprozess beteiligten Zelltypen ab, wie den Makrophagen, Mastzellen, 

Fibroblasten und Keratinozyten und der Aktivierung der Endothelzellen.28-31 Die 

biochemischen Reaktionen beinhalten eine lokale Synchronisation von einer Vielzahl an 

Zelltypen, Wachstumsfaktoren und Mediatoren.32 
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Abb. 2: Der normale Wundheilungsprozess bestehend aus Hämostase, Entzündung, Proliferation und 

Reifung/Umbau. Links von den Zellen sind die Zytokine, Wachstumsfaktoren usw. genannt, die die Zellen 

stimulieren und rechts die Faktoren, die von den Zellen abgesondert werden. Modifiziert nach Las Heras et al., 

Journal of Controlled Release 328 (2020) 532-550 mit freundlicher Genehmigung des Verlages Elsevier B.V.. 

 

1.2.1.1 Hämostase 

Hämostase startet mit dem Beginn der Verletzung und sorgt dafür, die Blutung zu stoppen 

und die Barrierefunktion der Haut wiederherzustellen. In diesem Stadium wird durch die 
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Exposition von Kollagen die intrinsische und extrinsische Gerinnungskaskade aktiviert.33 Am 

Anfang der Hämostase wird ein Wasserstoffperoxidgradient ausgelöst, der essentiell für die 

Rekrutierung der Immunzellen ist.26 Begleitet wird dies von einem Vasokonstriktionsprozess 

(Verengung der Blutgefäße), eine Aggregation der Thrombozyten und schließlich einer Bildung 

eines Blutgerinnsels, ausgelöst durch die Freisetzung von Thromboxan A2 und Prostaglandin 

2-alpha in das Wundbett.3, 23, 24 Das Blutgerinnsel bedeckt die Wunde, verringert den 

Blutverlust und dient als gerüstähnliche Struktur, die die Migration von Immunzellen und 

Hautzellen fördert.34 Zusätzlich setzen die Blutplättchen im Blut des Blutgerinnsels eine 

Vielzahl von Blutplättchen-spezifischen Proteinen wie den Blutplättchenfaktor 4 (PF-4), 

Thrombin, Fibronektin und Fibrinogen sowie Adhäsionsmoleküle frei. Es kommt unter 

anderem zur Freisetzung von pro- und antiangiogenen Faktoren wie dem vaskulären 

endothelialen Wachstumsfaktor (VEGF) bzw. Endostatin, dem epidermalen Wachstumsfaktor 

(EGF), dem transformierten Wachstumsfaktor TGF-β sowie Zytokinen/Chemokinen.32, 35-38 Die 

sezernierten Moleküle induzieren die Migration und Aktivierung von Makrophagen, 

neutrophilen Granulozyten, Fibroblasten, glatten Muskelzellen, Endothelzellen und aus dem 

Knochenmarkstammenden Stammzellen (bone marrow derived stem cells (BMSCs)) in das 

Wundbett.39, 40 Zudem sorgen sie dafür, die Blutung zu kontrollieren und das Ausmaß der 

Verletzung zu begrenzen. Die Thrombozytendegranulation aktiviert die Komplementkaskade, 

insbesondere C5, ein starkes chemotaktisches Protein der Neutrophilen.41 Vasoaktive 

Mediatoren und Chemokine werden durch die aktivierte Gerinnungskaskade, 

Komplementwege und Parenchymzellen freigesetzt, die eine Schlüsselrolle bei der 

Rekrutierung von entzündlichen Leukozyten zu verletzter Haut spielen.3, 23, 42, 43 Zudem wird 

während der Gerinnselbildung ein Fibrinnetz gebildet, das ein Verkleben aneinander liegender 

Wundränder ermöglicht. 

 

1.2.1.2 Entzündungsphase 

Nachdem die Hämostase erfolgt ist, beginnt die Entzündungsphase innerhalb weniger 

Stunden nach der Verletzung und wird durch Nebenprodukte der Bakterien, abgesonderter 

Zytokine/Chemokine und von den Blutplättchen geförderten Mediatoren angetrieben. Nach 

einer Erhöhung der Durchblutung und veränderten Gefäßpermeabilität, migrieren zunächst 

Neutrophile und später Monozyten bzw. Makrophagen in die Wunde, töten Bakterien ab, 
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dekomtaminieren die Wunden von Fremdstoffen und entfernen geschädigte 

Matrixproteine.44-46 Die Abfallstoffe werden später mit dem Schorf extrudiert oder von 

Makrophagen phagozytiert. Neutrophile rekrutieren Thrombozyten und setzen zudem 

Proteasen beispielsweise Matrix-Metalloproteinasen (MMPs), antimikrobielle Peptide, 

reaktive Sauerstoffspezies (ROS) und Wachstumsfaktoren wie TGF-β frei.47, 48 Anschließend 

treffen Monozyten innerhalb der ersten 24 Stunden nach Verletzung ein und wandeln sich 

überwiegend zu M1-Makrophagen (entzündungsfördernd) um, mit dem Ziel, den 

Entzündungsprozess zu verstärken. Dies passiert, indem Stickoxid, ROS, weitere Faktoren wie 

beispielsweise Interleukin 1 (IL-1), Tumornekrosefaktor alpha (TNF-α) und MMPs freigesetzt 

werden.49 Lymphozyten sind die in der Kaskade letzten Entzündungszellen, die von der Wunde 

angezogen werden. T-Zellen produzieren Mediatoren wie Insulinwachstumsfaktor 1 (IGF-1), 

Fibroblasten-Wachstumsfaktoren (FGFs) und Keratinozyten-Wachstumsfaktoren (KGFs), die 

an dem Zellüberleben und der Proliferation der Immunzellen (Fibroblasten und Keratinozyten) 

beteiligt sind.15 Zudem spielen α-,β- und T-Zellen (CD4+, CD8+ und Treg), die ebenfalls im 

Entzündungsherd vorkommen, eine wichtige Rolle bei der Bekämpfung der pathogenen 

Mikroorganismen.16, 32, 50 

Im späteren Stadium der Entzündungsphase entstehen M2-Makrophagen 

(entzündungshemmend/wundheilungsfördernd) aus Monozyten gebildet oder aus M1-

Makrophagen differenziert, die Wachstumsfaktoren wie VEGF, FGFs, TGF-β1 und IL-10 

absondern und Zellmigration, -proliferation und Matrixbildung induzieren.51, 52 Zudem 

produzieren die M2-Makrophagen TIMP-1 (tissue inhibitor of matrix metalloproteinase), einen 

spezifischen Gewebeinhibitor, um den MMPs entgegenzuwirken und damit den Abbau der 

EZM zu hemmen.53, 54 Für den Aufbau der EZM ist das Zusammenspiel zwischen den MMPs 

und den TIMPs entscheidend. Während die MMPs die Degradation der Matrix bewirken, führt 

TIMP-1 zum Aufbau der EZM. TIMP-1 nimmt zudem Einfluss auf das biologische Verhalten der 

Zellen. Der Inhibitor induziert Veränderungen in der Zellmorphologie und stimuliert 

Zellwachstum verschiedener Zelltypen.55 Die Umstellung auf das M2-Profil führt zur 

Freisetzung von verschiedenen Mediatoren, die Angiogenese und Gewebegranulation 

ermöglichen, wodurch der Übergang zur Proliferationsphase und Geweberegeneration 

unterstützt wird (Abb. 2). 
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In der gegenwärtigen Phase werden BMSCs zu den Gebieten der Gewebeverletzung 

angezogen, um die Entzündungsphase zu regulieren und den Weg zur Proliferationsphase zu 

ebnen. BMSCs zeigen eine Chemotaxis, die durch Zytokine und Wachstumsfaktoren, 

einschließlich platelet-derived growth factor (PDGF), IGF-1, IL-1β, IL-8, Interferon-gamma (IFN-

γ), stromal cell-drived factor 1 (SDF-1) und TNF-α, während der Entzündungsphase ausgelöst 

wird.56 Vom Haarfollikel-abgeleitete mesenchymale Stammzellen (HFMSCs) werden ebenfalls 

innerhalb der ersten drei Tage von der Wunde angezogen.57 Sobald die mesenchymalen 

Stammzellen (MSCs) an der Wunde angekommen sind, zeigen sie immunsuppressive 

Wirkungen, die zur Sekretion von Indolamin-2,3-Dioxygenase (IDO), Herunterregulierung der 

Produktion von proinflammatorischen Zytokinen und einer Verringerung der Anzahl von 

Entzündungszellen führt.58, 59 Außerdem verändern die MSCs die Antwort der T-Zellen sowie 

die Proliferation und Migration von B-Zellen. Zudem beeinflussen MSCs das Verhalten von 

Monozyten, Granulozyten und dendritische Zellen, sowie Makrophagen, die den Phänotyp 

von M1 zu M2 wechseln.56 Schließlich sind die MSCs in der Lage, extrazelluläre Matrix zu 

produzieren und umzugestalten, die Angiogenese zu fördern und sich in verschiedene 

Zelltypen (Keratinozyten, Endothelzellen, Fibroblasten usw.) zu differenzieren.60 Eine 

geordnete und kontrollierte Entzündungsphase ist essentiell für den normalen 

Wundheilungsprozess.61, 62 

 

1.2.1.3 Proliferationsphase 

Die Proliferationsphase beginnt mit der Auflösung der Entzündung und dem progressiven 

Phänotypübergang von Monozyten und Makrophagen zu den entzündungshemmenden M2-

Makrophagen (Abb. 2). Dies erfolgt hauptsächlich dank der immunmodulatorischen 

Mediatoren, die von den MSCs sezerniert wurden. Hierbei wird der Schwerpunkt auf die 

Bildung von Granulationsgewebe gelegt, das wiederum zum einen bei der Wiederherstellung 

des Gefäßnetzwerkes und zum anderen zur Abdeckung der freigelegten Wunde hilft.63 In 

diesem Stadium produzieren Fibroblasten, reguliert durch Zytokine und Wachstumsfaktoren 

wie beispielsweise FGFs, TNF-α, TGF-α/β, den Gewebewachstumsfaktor (CTGF) und IL-1, 

große Mengen an EZM, um Gewebelücken zu schließen und gleichzeitig mehr Zytokine 

freizusetzen (z.B. FGFs, TGF-β, VEGF).26, 36, 63-70 
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Reepithelisierung 

Die Reepithelisierung beginnt 16-24 Stunden nach der Verletzung und dauert bis zur 

Umbauphase der Wundheilung an.10, 71 Der Reepithelisierungsprozess erfordert die Migration 

und Proliferation von Keratinozyten, die durch Zell-Zell- und Zell-EZM-Interaktionen, 

verschiedene Zytokine und Wachstumsfaktoren sowie Enzyme wie MMPs oder aktiviertes 

Protein C stimuliert werden.10, 46, 72 Dabei spielt die extrazelluläre Matrix eine Schlüsselrolle im 

Prozess der Reepithelisierung.73, 74 Keratinozyten differenzieren sich früh nach der Verletzung 

und wandern zwischen dem Fribingerinnsel und dem reichlich vorhandenen Kollagen in der 

Dermis hin und her, während suprabasale Keratinozyten am Wundbett proliferieren, um mehr 

Zellen bereitzustellen und schlussendlich die Wunde zu schließen. Die Keratinozyten selbst 

setzen als Reaktion hauptsächlich Wachstumsfaktoren wie TGF-β, VEGF, FGFs und IL-1β frei. 

Sie migrieren und proliferieren, um die Wunde abzudecken, worauf ein schichtweiser Aufbau 

der hautepidermalen Barriere erfolgt.26 

 

Angiogenese 

Angiogenese ist der streng regulierte Prozess, durch den neue Blutgefäße aus dem 

bestehenden Gefäßsystem gebildet werden.71 Dieser Prozess ist physiologisch essentiell für 

die Wundheilung und Geweberegeneration. Angiogenese tritt als Reaktion auf eine Vielzahl 

von zuvor erfolgten molekularen Prozessen auf. Im Allgemeinen umfasst der angiogene 

Prozess die Proliferation von Endothelzellen, die Migration von chemotaktischen 

Endothelzellen durch die extrazelluläre Matrix und die Bildung von Kapillarröhrchen. Während 

der Proliferationsphase der Wundheilung erreicht der Neovaskularisationsprozess sowohl 

durch die Vaskulogenese, die Neubildung von Blutgefäßen durch aus dem Mesoderm 

stammenden Endothel-Vorläuferzellen (EPC), als auch die Angiogenese, die Proliferation und 

Migration von Endothelzellen aus bereits bestehenden Gefäßen, seinen Höhepunkt.75 Per 

Definition ist die Chemotaxis die Fähigkeit von Zellen, sich entlang eines chemischen 

Gradienten zu bewegen.76, 77 Dieser biochemische Mechanismus ermöglicht es den Zellen, 

richtig auf die Umweltreize zu reagieren, die die Proliferation, Differenzierung und Migration 

bestimmen. Die Migration als Folge der chemotaktischen Aktivität ist eine notwendige 

Bedingung für die Angiogenese. Als komplexer Prozess, der koordinierte Veränderungen in 

der Organisation des Zytoskeletts, der Signalübertragung und der Zelladhäsion beinhaltet, ist 
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er abhängig vom aktinreichen Netzwerk unter der Plasmamembran und wird durch 

physikalische und chemische Faktoren im Gefäßsystem reguliert.78 Die 

entzündungshemmenden Makorphagen-Phänotyp (M2) herrschen als dominante 

Zellpopulation vor und leiten die Interaktion mit Endothelzellen, Fibroblasten, Keratinozyten, 

EZM und peripheren Nerven ein.61, 70, 79, 80 Die Verringerung der Blutversorgung und der 

beschleunigte Stoffwechsel der Zellen, die an der Reparatur der Wunde arbeiten, führen dazu, 

dass eine Hypoxie (Sauerstoffmangel) im Wundgewebe entsteht. Dies stellt einen wichtigen 

Stimulus für die Angiogenese dar. Hypoxische Bedingungen stimulieren die Synthese von 

Hypoxie-induzierbarem Faktor 1 (HIF-1) in Makrophagen, Fibroblasten, vaskulären 

Endothelzellen und Keratinozyten.65, 81-84 Die darauf folgende Freisetzung von proangiogenen 

Faktoren wie z.B. VEGF, FGF-2, PDGF, TGF-β sowie das metabolische Umschalten von 

Endothelzellen initiiert die Neovaskularisation.85 Schließlich wird das gebildete Zellnetzwerk 

von dem Granulationsgewebe, bestehend aus einer großen Anzahl an Fibroblasten und M2-

Makrophagen sowie einem schlecht organisierten Kollagennetzwerk, das mit Kapillaren 

verschlungen ist, abgelöst.86 Zudem sind an der Granulationsgewebebildung und 

Reepithelisierung BMSCs und aus dem Fettgewebe stammende mesenchymale Stammzellen 

(ATMSCs) beteiligt.87 Dabei können sich beispielsweise BMSCs in Keratinozyten, Fibroblasten 

der Haut und Endothelzellen differenzieren.87, 88 Darüber hinaus wurde gezeigt, dass das 

Sekretom, von den verschiedenen mesenchymalen Stammzellen ausgeschüttet, die Migration 

und Proliferation verschiedener Zelltypen in der gegenwärtigen Proliferationsphase 

beeinflussen kann.56 

 

1.2.1.4 Umbau-/Reifephase 

Die Umbau- bzw. Reifephase, die letzte Phase des Heilungsprozesses, erstreckt sich über ein 

Jahr oder länger und ist durch eine fortschreitende Abnahme der Zellularität und Vaskulatur 

gekennzeichnet (Abb. 2).44 Die Auflösung des Granulationsgewebes und die Narbenbildung 

werden durch verschiedene MMPs und ihre Inhibitoren vorangetrieben. Fibroblasten, die 

wichtigsten zellulären Akteure in dieser Phase, produzieren eine erhöhte Menge an Kollagen 

Typ I und anderen EZM-Komponenten, während die MMPs das zuvor als Gerüst dienende 

ungeordnete Kollagen, hauptsächlich Typ III, abbauen.1, 26, 89, 90 Jede Störung des 

Gleichgewichts zwischen Abbau und Aufbau des dermalen Kollagens kann zur Entwicklung von 
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Keloiden und hypertrophen Narben (übermäßige Ansammlung von EZM) oder zur Entstehung 

von chronischen Wunden führen.91 

 

1.2.2 Hauptakteure in der Wundheilung 

Während einige Tiere in der Lage sind, nach einer Verletzung ganze Körperteile nachwachsen 

zu lassen (wie der Regenwurm, dem nach der Halbierung ein neuer Kopf wächst), sind 

Menschen leider nicht in der Lage, solche Leistungen zu erbringen. Unsere Mittel zur 

Genesung nach Gewebeschäden bestehen weitgehend in der Reparatur und nicht in der 

reinen Regeneration. Tausende Male in unserem Leben spielt sich ein sorgfältig 

geschriebenes, aber nie gesehenes Wundheilungsdrama ab, bei welchem Zellen als 

Schauspieler, extrazelluläre Matrix als Schauplatz und Wachstumsfaktoren als 

Kommunikationsmittel dienen. Das folgende Kapitel gibt einen Überblick über die an der 

Wundheilung beteiligten Zellen, die Wachstumsfaktoren und Zytokine für die Kommunikation 

sowie die Funktion der extrazellulären Matrix. 

 

1.2.2.1 Zelltypen 

Eine der Hauptaktionen während des Wundheilungsprozesses ist die Zellproliferation. Um 

nach einer Verletzung zu heilen – sei es durch Regeneration oder Narbenbildung – müssen 

Zellen in den Zellzyklus eintreten und diesen durchlaufen, einen streng regulierten Prozess, 

der aus zwei Hauptaktivitäten besteht: DNA-Replikation und Mitose. Kontinuierlich 

proliferierende Zellen bewegen sich immer durch den Zellzyklus, während ruhende Zellen 

durch Wachstumsfaktoren oder Zytokine (über Rezeptor-vermittelte Signaltransduktion) oder 

durch EZM-Komponenten (über Integrine) in den Zellzyklus gerufen werden müssen.2 

 

Stamm-bzw. Stromazellen 

Stammzellen sind aus zwei Gründen einzigartig: (1) sie haben die Fähigkeit zur 

Selbsterneuerung und (2) sie haben die Fähigkeit, sich in mehr als einen Zelltyp zu 

differenzieren. Selbsterneuerung erfolgt entweder durch symmetrische Replikation (bei der 

eine Stammzelle zwei Tochterstammzellen hervorbringt, die gleichermaßen zur 

Selbsterneuerung fähig sind) oder asymmetrische Replikation (bei der eine Tochterzelle eine 
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sich selbst erneuernde Stammzelle bleibt und die andere Tochterzelle differenziert und reift).2, 

92 

Die Fähigkeit einer Stammzelle, mehrere Zelllinien hervorzubringen, ist bei embryonalen 

Stammzellen am auffälligsten. Diese Zellen, die als pluripotent bezeichnet werden, sind in der 

Lage, Zellen aus allen Geweben des Körpers zu erzeugen. Adulte mesenchymale Stammzellen 

(oder Stromazellen) (MSCs) werden als multipotent bezeichnet und führen zu einer 

eingeschränkteren Auswahl an Zelltypen. MSCs wurden erstmals als unreife Zellen im 

Knochenmark von Erwachsenen beschrieben, die in der Lage sind mesenchymale Linien wie 

Osteoblasten, Chondrozyten und Adipozyten hervorzubringen.93 Später wurden 

mesenchymale Stammzellen in sich kontinuierlich teilenden Geweben wie Haut, Knochen, 

Knorpel, gastrointestinaler Epithelschicht, Hornhaut und hämatopoetischem Gewebe 

gefunden. Sie wurden jedoch auch in bestimmten ruhenden Geweben wie Leber, 

Bauchspeicheldrüse und Fettgewebe entdeckt, in denen sie normalerweise keine 

differenzierten Zellen produzieren. Am überraschendsten war die Entdeckung von 

Stammzellen, die sich in bestimmten Teilen des Zentralnervensystems befinden, einem 

Organsystem, dessen Gewebe lange Zeit als unfähig zur Vermehrung galt.2 

Im Jahr 2005 legte die International Society for Cellular Therapy die Mindestkriterien für eine 

Definition von MSCs fest. Drei Kriterien wurden vorgeschlagen: eine Adhäsion an Kunststoff, 

ein spezifisches Oberflächenantigen (CD73+, CD90+, CD105+, CD45-, CD34-, CD14 oder 

CD11b-, CD79- oder CD19-, HLA-DR) und eine in vitro Fähigkeit zur Bildung von Adipozyten, 

Osteoblasten und Chondrozyten.94 Eine später veröffentlichte Klarstellung schlug den Begriff 

„multipotente mesenchymale Stromazellen“ vor, da nur eine Zelluntergruppe in der Lage zu 

sein scheint, Selbsterneuerungseigenschaften zu zeigen.95, 96 Zu dieser Definition muss noch 

die unterstützende Wirkung dieser Zellen hinzugefügt werden, insbesondere auf 

hämatopoetische Stammzellen (Zellen, die sich in andere Blutzellen differenzieren können).97 

MSCs tragen essentiell zur Aufrechterhaltung und Regeneration des Stütz- und Bindegewebes, 

wie Knochen, Knorpel, Muskel, Bändern, Sehnen und Fettgewebe bei. Eine wichtige Funktion 

von MSCs ist ihre Fähigkeit eine übermäßige Immunantwort zu unterdrücken, indem die 

Zellen eine Überstimulation von Entzündungszellen verhindern. Wie bereits zuvor 

beschrieben, dienen MSCs zudem zur physikalischen Unterstützung für die Differenzierung 

von hämatopoetischen Zellen in Verbindung mit der extrazellulären Matrix (Abb. 2).98 
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Idealerweise sollte eine Stammzelle für regenerative medizinische Anwendungen folgende 

Kriterien erfüllen: 1) Ist im menschlichen Körper in großen Mengen vorhanden (Millionen bis 

Milliarden von Zellen). 2) Kann durch ein minimal-invasives Verfahren gewonnen werden. 3) 

Kann durch eine regulierbare und reproduzierbare Art in verschiedene Zellen differenziert 

werden. 4) Kann sicher und effektiv in einen autologen oder allogenen Wirt transplantiert 

werden. 5) Kann gemäß den aktuellen Good Manufacturing Practice-Regularien produziert 

werden.99 

Mit der zunehmenden Häufigkeit von Adipositas in den Vereinigten Staaten und im Ausland 

ist subkutanes Fettgewebe reichlich vorhanden und leicht zugänglich.100 Laut Zentrum der 

Gesundheit werden jedes Jahr etwa 750.000 Fettabsaugungsoperationen in den Vereinigten 

Staaten durchgeführt (Stand 2021). Routinemäßig wird dieses Material im Anschluss entsorgt. 

Aus Fett gewonnene Stammzellen sind multipotent und versprechen eine Reihe von 

therapeutischen Anwendungen. Aus Fettgewebe stammende Stromazellen (ASCs) teilen viele 

Merkmale mit mesenchymalen Stammzellen, einschließlich parakriner Aktivität. Allerdings 

zeigen ASCs auch einige spezifische Merkmale wie das hohe angiogene Potenzial.101-103 ASCs 

können Wachstumsfaktoren und Zytokine sezernieren, die den Heilungsprozess und die 

Regeneration auf parakrine Weise stimulieren. Sie rekrutieren endogene Stammzellen und 

fördern deren Differenzierung. Zudem können toxische Substanzen durch die Produktion von 

antioxidativen Stoffen und Radikalfängern durch die ASCs entfernt werden. Schließlich können 

sich ASCs selbst in verschiedene Zelltypen differenzieren.103 

 

Endothelzellen, Fibroblasten und Makrophagen 

Neben den Stamm– oder Stromazellen sind drei weitere Zelltypen entscheidend für den 

Prozess der Gewebereparatur: Fibroblasten, Endothelzellen und Makrophagen (Abb. 1). Die 

Funktion von Makrophagen wurde zuvor bereits ausführlich beschrieben, deshalb liegt in 

diesem Kapitel der Schwerpunkt auf Fibroblasten und Endothelzellen. Bei den meisten 

Wunden ist ein vollständiger Ersatz des verwundeten Gewebes in seinen ursprünglichen, 

unverletzten Zustand unmöglich. Die Wunde muss daher mit extern gewonnenem Material 

geheilt werden, um die lebensfähigen Geweberänder wieder zu verbinden. Dieser Prozess, 

welcher in Kapitel 1.2.1 ausführlich beschrieben wurde, beinhaltet das Ablegen von 

azellulärem, fibrösem Gewebe, um den Bereich verlorener Zellen zu ersetzen. Das 
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Fasergewebe wird von Fibroblasten angelegt, die unter dem Einfluss zahlreicher 

Wachstumsfaktoren und Zytokine in den verletzten Bereich migrieren, sich vermehren und 

Kollagen ablagern(Abb. 3).104 

 

Abb. 3: Die Rolle von Kollagen während der Umbauphase der Wundheilung. a) EZM Umstrukturierung. Kollagen 

Typ III, das größtenteils in frühem Granulationsgewebe exprimiert wird, wird durch Kollagen Typ I ersetzt. Für 

die Umstrukturierung werden Kollagen und andere Komponenten der EZM durch Matrix-Metalloproteinasen 

(MMPs) gespalten. Hauptakteure in diesem Prozess sind Fibroblasten. b) Die Produktion von Kollagen I und deren 
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Quervernetzung bei der EZM Umstrukturierung. Von Fibroblasten und Endothelzellen stammende extrazelluläre 

Vesikel aktivieren die Synthese und Modifikation von entscheidenden Komponenten der EZM für die 

Reorganisation. Endothelzellen produzieren zudem das Enzym Lysyloxidase-like 2 (LOXL-2), das die 

Kollagenvernetzung katalysiert und die Zugfestigkeit wiederherstellt. c) Myofibroblasten fördern den 

Wundverschluss. PDGF, TGF-β und mechanischer Stress führen zu der Differenzierung von Fibroblasten in 

Myofibroblasten. Myofibroblasten produzieren große Mengen an Kollagen Typ I, was wiederrum die 

Wundkontraktion fördert. Die Abbildung ist eine vereinfachte Darstellung nach neuesten Erkenntnissen 

(modifiziert nach der Vorlage von Narauskaitė et al., 2021). 

 

In den frühesten Stadien der Wundheilung gibt es nur wenige Fibroblasten, die zusammen mit 

dünnen neuen Blutgefäßen in dem Granulationsgewebe suspendiert sind. Anfänglich sind die 

neuen Blutgefäße entscheidend für den Transport von Nährstoffen und Zellen in das neue 

Gewebe, aber nach einiger Zeit bilden sie sich zusammen mit den Fibroblasten zurück und 

hinterlassen eine kollagene Narbe, die mit der Zeit umgestaltet und gestärkt wird. Neben den 

Fibroblasten werden Myofibroblasten, differenzierte Fibroblasten produziert, welche die 

Proteine zur Kontraktion der Wunde synthetisieren (Abb. 3). Im Laufe der Wundheilung 

werden die Myofibroblasten durch Fibroblasten ersetzt, die für eine Bildung einer Matrix aus 

Narbengewebe sorgen, das reich an fibrotischem Kollagen ist. Makrophagen spielen eine 

wichtige Rolle in diesem Prozess, indem sie Wachstumsfaktoren absondern, die Fibroblasten, 

endotheliale Vorläuferzellen und (bei Hautwunden) Keratinozyten anlocken und stimulieren. 

Sie beaufsichtigen auch die Ablagerung und den Umbau von extrazellulärem Matrixmaterial.2 

Neben den Fibroblasten spielen die Endothelzellen eine wichtige Rolle im 

Wundheilungsprozess (Abb. 3). Sie ermöglichen das Wachstum und das Überleben von neu 

gebildetem Gewebe, da die Endothelzellen für eine Blutversorgung der Gewebe sorgen.105, 106 

Das finale Ziel der Wundheilung ist eine normal verheilte Wunde. Deshalb muss sich ein 

Blutgefäßnetz durch die Verlängerung von den Wundrändern in die provisorische 

extrazelluläre Matrix ausbilden. Die Angiogenese, die bei der Geweberegeneration während 

der Wundheilung stattfindet, wird durch eine Vielzahl biologischer Effektoren in Form von 

diversen Wachstumsfaktoren initiiert (siehe auch 1.2.1).107 Die Vielfalt unterschiedlicher 

biochemischer Stimuli ruft Veränderungen in der Gefäßwand hervor, die Proliferation, 

Überleben, Differenzierung und Migration verschiedener Zelltypen, einschließlich der 

Endothelzellen, beeinflussen.108-110 Die neuen Gefäße beginnen als Mikrokapillaren. Die 

Endothelzellen müssen zunächst aktiviert werden. Residente Endothelzellen reagieren auf 
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eine Reihe von angiogenen Faktoren, einschließlich FGF, VEGF, PDGF, Angiogenin (ANG) und 

TGF-α, sowie TGF-β (siehe auch nachfolgendes Kapitel). Das feine Gleichgewicht wird durch 

die Wirkung von Hemmstoffen wie Angiostatin und Steroiden aufrechterhalten.111-113 

Stimulierende und hemmende Moleküle können gemeinsam direkt auf Endothelzellen wirken, 

indem sie die Mitose aktivieren und unterstützen und die Migration fördern, oder indirekt, 

indem sie die Wirtszellen anschalten, um Endothelwachstumsfaktoren freizusetzen. Darüber 

hinaus wird das Wachstum von Endothelzellen durch Moleküle stimuliert, die während der 

Hypoxiebedingungen aus dem Gewebe ausgeschieden werden.114, 115 Als Folge durchlaufen 

Endothelzellen eine komplexe Reihe von vierstufigen Ereignissen: 1) Produktion von 

Proteasen zum Abbau der Basallamina des alten Gefäßes, um durch die EZM zu migrieren; 

2) Chemotaxis; 3) Proliferation; und 4) Umbau und Differenzierung. FGF und VEGF spielen bei 

allen Prozessen eine wichtige regulatorische Rolle.114-118 Neue Gefäße werden im Prozess der 

Angiogenese als Kapillarsprossen aus bereits bestehenden kleinen Gefäßen gebildet. 

Endothelzellen, die eine neue Kapillare bilden, vermehren sich und wandern in das 

umgebende Gewebe ein. Schließlich differenzieren sich die Zellen und bilden ein 

kontinuierliches Lumen. Nachdem sich ein Kapillarspross zu einem Tube ausgehöhlt hat, 

verbindet es sich mit einer anderen Kapillare oder dem benachbarten Spross, wodurch Blut 

fließen kann.111, 114 Im Wundzentrum besteht zunächst keine Gefäßversorgung und das 

lebensfähige Gewebe ist nur auf die Wundränder beschränkt. Sie werden von unverletzten 

Blutgefäßen und durch Diffusion durch unverletztes Interstitium perfundiert.119-121 Wenn 

Gerüste oder Gewebefüller in eine Wunde eingebracht werden, überleben die Zellen daher 

möglicherweise nur innerhalb der durch Diffusion zurückgelegten Entfernung, die ein oder 

zwei Zentimeter von den Wundrändern entfernt ist. Für Zellen an weiter entfernten Orten 

hängt das Überleben nur von der Kapillarbildung ab. Aus diesem Grund ist die 

Neovaskularisation eine Voraussetzung für eine erfolgreiche Wundheilung.122 Während des 

Wachstums von Kapillaren unterliegen Endothelzellen einer Reihe von morphologischen 

Veränderungen, die unter biochemischer Kontrolle stehen. Chemotaktische Mittel steuern die 

Zellbewegung während des gesamten Prozesses. Sie wirken auf Zelloberflächenrezeptoren, 

um die Migration zu steuern, eine wichtige Eigenschaft bei der Angiogenese während der 

Wundheilung.123, 124 Humane Nabelvenen-Endothelzellen (HUVEC) stellen einen speziellen Typ 

von Endothelzellen dar. Sie sind primäre Zellen, die aus der Vene der Nabelschnur isoliert 
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werden. Die Isolierung wurde erstmals 1973 beschrieben.125 Sie sind ein Modellsystem zur 

Untersuchung der Funktion von Endothelzellen mit Anwendungen wie Hypoxie, Entzündung, 

oxidativem Stress, Reaktion auf Infektionen und sowohl normaler als auch tumorassoziierter 

Angiogenese. 

 

1.2.2.2 Wachstumsfaktoren und Zytokine 

Wachstumsfaktoren sind spezialisierte Polypeptidmoleküle, die an Rezeptoren auf Zielzellen 

binden und Botschaften in Bezug auf Migration, Proliferation, Differenzierung, Überleben und 

Sekretion liefern. Das Zusammenspiel der Wachstumsfaktoren und ihrer begleitenden 

Funktionen ist extrem komplex, deshalb sind in Tabelle 1 die primären Wachstumsfaktoren, 

die mit jedem Stadium der Wundheilung verbunden sind, aufgelistet.2
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Tab. 1 Die wichtigsten Wachstumsfaktoren der Wundheilung 

Stadium 

der Wundheilung 
EGF FGF KGF PDGF TGF-α TGF-β TNF VEGF 

TIMP-

1 
TSP-1 

Serpin-

E1 
uPa 

Serpin- 

F1 

Fibroblasten-

migration 
 X  X  X     X   

Fibroblasten-

proliferation 
X X  X X  X  X  X   

Monozyten-

migration 
 X  X  X X       

Makrophagen-

aktivierung 
      X  X     

Epithelzellen-

migration 
X X X  X      X   

Epithelzellen-

proliferation 
X X X  X    X  X   

Angiogenese  X  X X  X X  X   X 

Kollagensynthese    X  X   X  X X X 

Kollagenasesynthese X X  X   X X      

Wundkontraktion  X  X         X 

Einfluss auf MMPs         X     
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Einer der kritischsten Wachstumsfaktoren bei der Gewebereparatur ist TGF-β. Dieser 

Wachstumsfaktor gehört zu einer Superfamilie, die auch eine Reihe anderer Faktoren mit 

weitreichenden Funktionen umfasst, wie z. B. knochenmorphogenetische Proteine, Aktivine, 

Inhibine und die Müller-Hemmsubstanz.126 Hergestellt von Blutplättchen, Endothelzellen, 

Lymphozyten und Makrophagen, bindet TGF-β an Zelloberflächenrezeptoren mit 

Serin/Threonin-Kinase-Aktivität und löst die Phosphorylierung von zytoplasmatischen 

Transkriptionsfaktoren namens Smads aus, die nach den beiden Drosophilia-Proteinen 

benannt sind, von denen sie Homologe sind.127 Smads dringen dann in den Zellkern ein und 

beeinflussen die Gentranskription. 

Obwohl TGF-β viele Funktionen hat, ist seine wichtigste Rolle bei der Wundheilung die 

Förderung der Fibrose (1.2.1.3). Dies erfolgt durch die (1) Anziehung von Fibroblasten und die 

Stimulierung zur Proliferation, (2) Produktion von Kollagen durch die Fibroblasten und (3) 

Hemmung des Abbaus von extrazellulärer Matrix durch die Metalloproteinasen. Es überrascht 

nicht, dass TGF-β ein Schlüsselfaktor bei Erkrankungen mit pathologischer Fibrose ist, wie z. 

B. Lungenfibrose, systemische Sklerose und Marfan-Syndrom.128 Zusätzlich zu seinen 

fibrogenen Wirkungen hemmt TGF-β auch das Wachstum von Epithelzellen, verringert 

Entzündungen und fördert die Invasion und Metastasierung in Tumoren.129 

Ein weiterer für die Wundheilung essentieller Wachstumsfaktor ist PDGF, der so genannt wird, 

da er in Blutplättchengranulat gespeichert und bei der Blutplättchenaktivierung freigesetzt 

wird. PDGF wird von einer Reihe von Zellen hergestellt, darunter Makrophagen, 

Endothelzellen und glatte Muskelzellen und ist an fast allen Prozessschritten der Wundheilung 

beteiligt. Er lockt Neutrophile, Makrophagen und Fibroblasten in das Wundgebiet und 

stimuliert und aktiviert sie anschließend. Zudem induziert er die Angiogenese, löst die 

Produktion von MMPs, Fibronektin und Hyaluronsäure aus und unterstützt die 

Wundkontraktion.130 

FGF ruft praktisch alle Zell-Hauptakteure (Makrophagen, Fibroblasten und Endothelzellen) an 

den Ort der Wunde. Er initiiert die Einwanderung von Epithelzellen von den Wundrändern, 

vermittelt die Wundkontraktion und stimuliert die Angiogenese.131 VEGF wirkt hauptsächlich 

auf Endothelzellen. Er ist ein starker Induktor der Blutgefäßbildung sowohl bei der 

Gewebereparatur als auch in der frühen fötalen Entwicklung.132 VEGF wird in bestimmten 

Tumoren, insbesondere Nierenzellkarzinomen, überexprimiert und ist deshalb ein Ziel für die 
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Entwicklung neuer Chemotherapeutika.133 Andere Wachstumsfaktoren, wie EGF und 

Hepatozytenwachstumsfaktor (HGF), stimulieren die Proliferation von Epithelzellen und 

Hepatozyten und verstärken die Migration von Epithelzellen.134 

Proteolytische Enzyme im speziellen MMPs tragen zu allen Phasen des 

Wundheilungsprozesses bei, indem sie die Migration von Immunzellen in die Wunde 

regulieren und diese bei Fibroblasten und Keratinozyten erleichtern und das Narbengewebe 

umstrukturieren. Als Folge dieser pleiotropen Funktion sind unkontrollierte Aktivitäten von 

MMPs in der Wunde mit einer beeinträchtigten Wundheilung verbunden.135 Die Aktivität von 

MMPs wird sowohl auf transkriptioneller als auch auf posttranskriptioneller Ebene streng 

reguliert.136, 137 Mehrere Zelltypen wie Keratinozyten, Fibroblasten, Endothelzellen und 

Entzündungszellen können die MMP-Aktivität durch Regulierung der Genexpression als 

Reaktion auf Zytokine, Wachstumsfaktoren, Hormone, Onkogene und Kontakt mit anderen 

Zellen oder EZM steuern.136, 138 Wichtig ist, dass alle MMPs inaktiv synthetisiert werden und 

eine Aktivierung durch andere Proteasen wie Plasminogen, Furin oder andere MMPs 

erfolgt.138, 139 Schließlich werden aktive MMPs durch Gewebeinhibitoren von 

Metalloproteinasen (TIMPs) kontrolliert, einer Familie von vier sezernierten Proteinen (TIMP-

1, -2, -3 und -4), die die MMP-Aktivität reversibel hemmen.140 Dadurch wird der weitere Abbau 

der EZM verhindert.53, 54 Zudem ist für den Aufbau der EZM das Zusammenspiel zwischen den 

MMPs und den TIMPs entscheidend. Während die MMPs die Degradation der Matrix 

bewirken, führt TIMP-1 zum Aufbau der EZM. Zusätzlich induziert TIMP-1 Veränderungen in 

der Zellmorphologie und stimuliert Zellwachstum verschiedener Zelltypen.55 Die Umstellung 

auf das Makrophagen M2-Profil führt zur Freisetzung von verschiedenen Wachstumsfaktoren 

und Zytokinen, die Angiogenese und Gewebegranulation ermöglichen. 

TSPs sind sezernierte Multidomänen-Glykoproteine, die viele Funktionen einschließlich der 

Modulation von Zelladhäsion, -proliferation, -migration und Angiogenese aufweisen. Es 

existieren mindestens fünf TSPs. TSP-1, -2, -3, -4 und Knorpel-Oligomer-Glykoprotein/TSP-5. 

Die Rolle des endogenen Angiogenese-Inhibitors Thrombospondin-1 (TSP-1) bei der 

Geweberegeneratur und –reparatur ist umstritten. Es konnten erhöhte Mengen von TSP-1 in 

der extrazellulären Matrix von frühen Wundstadien und um die Gefäße des Wundverschlusses 

während der späten Stadien nachgewiesen werden. Dies trägt möglicherweise zu einer 

normalen Angiogenese bei.141-144 Im Gegensatz dazu konnte gezeigt werden, dass TSP-1-
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transgene Mäuse zwar gesund und fruchtbar waren, die Heilung von Hautwunden jedoch 

stark verzögert, und mit einer verringerten Bildung von Granulationsgewebe und einer stark 

verminderten Angiogenese der Wunde verbunden war. Darüber hinaus war die Migration von 

Fibroblasten in vivo und in vitro durch TSP-1 gehemmt.145 Zusammengefasst zeigen die Daten, 

dass durch TSP-1 vorzugsweise die mit der Wundheilung verbundene Angiogenese gehemmt 

wird. Allerdings ist die mit der normalen Entwicklung und der Hauthomöastase verbundene 

Angiogenese nicht beeinträchtigt. 

Plasminogen-Aktivator-Inhibitor 1 (Serpin E1) ist ein prominentes Mitglied der Serinprotease-

Inhibitor-Superfamilie (SERPIN) und ein ursächlicher Faktor der Multiorganfibrose sowie ein 

Schlüsselregulator des Gewebereparaturprogramms. Serpin E1 schwächt die perizelluläre 

Proteolyse ab, indem es die katalytische Aktivität sowohl von Urokinase als auch von Protease-

Aktivatoren vom Gewebetyp (uPA und tPA) hemmt und dadurch effektiv die Plasmin-

vermittelte Fibrinolyse und die gesamte perizelluläre proteolytische Kaskade moduliert. 

Urokinase-Typ Plasminogen Aktivator (uPa) ist eine Serinprotease, die von Serpin E1 spezifisch 

inhibiert werden kann. Die Erzeugung von perizellulärem Plasmin durch upA induziert die 

Matrixproteolyse und spielt eine wesentliche Rolle beim Matrixumbau, der Zelladhäsion und 

–migration.146-149 Serpin E1 wirkt sich auch auf zelluläre Reaktionen bei Gewebeverletzungen 

aus, indem es die lokale und zeitliche Aktivierung von multimeren Zelloberflächen-

Signalkomplexen titriert. Serpin E1 ist ein Wachstumsfaktor der frühen Reaktion auf 

Verletzungen, dessen Expression durch zahlreiche Wachstumsfaktoren und Zytokine erhöht 

wird. Serpin E1 reagiert am stärksten auf den Wachstumsfaktor TGF-β und ist somit 

entscheidend bei dem TGF-β-vermittelten Gewebeumbauprozess. Es wird beispielsweise 

durch Endothelzellen und Fibroblasten exprimiert und ist an der Wundheilung somit 

maßgeblich beteiligt.150 Aufgrund seiner schnellen transkriptionellen Induktion und 

allgegenwärtigen Expression fungiert Serpin E1 wahrscheinlich als ein zentraler Regulator 

verschiedener verletzungsinitiierter zellulärer Prozesse, einschließlich Migration, 

Zellwachstum und Proliferation.150 Eine Fehlregulation von Serpin E1 ist ein ursächlicher 

Faktor bei einer abnormalen Wundheilung und Fibrose.150 Nach einer Verletzung erfolgt die 

Induzierung der Expression von Serpin E1 am Rand der Wunde, wo es für eine effiziente 

Migration von Keratinozyten erforderlich ist.148, 151, 152 
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Serpin F1 (Pigment epithelium-derived factor precursor, PEDF), ein weiterer Faktor der 

Serpinfamilie, ist ein endogener anti-angiogener Faktor, der in Wunden produziert wird und 

zur Entfernung von Kapillaren während des Heilungsprozesses beitragen kann.153 Das Fehlen 

von Serpin F1 führte zu einer vorübergehenden Veränderung des dermalen Wundverschlusses 

und des Kollagengehaltes und verursachte wesentliche Veränderungen der Angiogenese. 

Studien zeigen, dass Serpin F1 höchstwahrscheinlich mehrere Prozesse beeinflusst, um die 

physiologische Kapillarverfeinerung in der Wunde zu regulieren.153 

Neben Wachstumsfaktoren transportieren auch Zytokine während der Gewebereparatur 

wichtige Botschaften zwischen den Zellen. Zytokine, kleine Proteine, die von Zellen des 

Immunsystems ausgeschieden werden, sind vielleicht am besten für ihre Rolle als 

Immunmediatoren des adaptiven Immunsystems bekannt. An der Wundheilung sind 

insbesondere drei Zytokine beteiligt: TNF, IL-1 und IL-6.154 

 

1.2.2.3 Natürliche Extrazelluläre Matrix 

Gewebe besteht nicht nur aus Zellen, sondern vor allem aus der extrazellulären Matrix, ein 

komplexes Geflecht aus Makromolekülen. Diese Matrix besteht aus verschiedenen Proteinen 

und Polysacchariden, die von Zellen ausgeschieden werden und mit ihrer Oberfläche in 

Verbindung bleiben. Im Bindegewebe bestimmt die Matrix die physikalischen Eigenschaften 

des Gewebes. EZM existiert in zwei Formen: die interstitielle Matrix (ein gallertartiges, 

amorphes interzelluläres Material) und die Basalmembran (eine dünne, hochgradig 

organisierte, plattenartige Schicht, auf der die Epithelzellen ruhen). Die Basalmembran 

befindet sich zwischen Epithel und Bindegewebe und kontrolliert das Zellverhalten 

maßgeblich. Die EZM hat viele Funktionen und Verantwortlichkeiten. Neben den 

physikalischen Eigenschaften, verleiht es beispielsweise Weichgeweben Elastizität und 

Knochen Festigkeit, präsentiert Wachstumsfaktoren und Zytokine, agiert als Gerüst, an dem 

Zellen adhärieren und migrieren können, und erleichtert Zellproliferation. Das Zellwachstum 

wird dabei nicht nur in physiologischen Umgebungen, sondern auch bei der Gewebereparatur 

gefördert. Sowohl bei der Regeneration und Wundheilung als auch bei anderen Prozessen wie 

Morphogenese, chronische fibrotische Prozesse und Metastasierung spielt die EZM eine 

entscheidende Rolle. 
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Die Komponenten der EZM können aufgrund ihrer Hauptfunktionen in zwei Gruppen 

eingeteilt werden: 1) Polysaccharide vom Glykosaminoglykan-Typ (GAGs), die meistens 

kovalent an Proteine zu einem Proteoglykan gebunden sind, 2) Strukturelle Proteine, wie 

Kollagen, Elastin und Laminin, die sowohl Struktur- als auch Bindungsfunktionen besitzen.8 Die 

Proteoglykane bilden das stark hydratisierte gallertartige Substrat, in der die faserförmigen 

Proteine eingebettet sind. Das Gel aus den Polysaccharidmolekülen ist druckfest, erlaubt aber 

zudem eine schnelle Diffusion von Nährstoffen, Metaboliten oder Hormonen zwischen dem 

Blut und den Zellen im Gewebe. Neben der Regulierung der EZM-Permeabilität, vermitteln die 

Proteoglykane Entzündungs- und Immunantworten und kontrollieren das Zellwachstum.2 Die 

Kollagenfasern verstärken und strukturieren die Matrix, während Elastin der Matrix ihre 

Elastizität verleiht.8 Die Zusammensetzung der Interstitial Matrix und Basalmembran ist 

unterschiedlich. Die Interstitial Matrix besteht hauptsächlich aus Kollagen, Elastin, 

Fibronektin, Proteoglykanen und Hyaluronan, während die Basalmembran aus nicht 

fibrillärem Kollagen, Laminin und Proteoglykanen besteht.155 Hyaluronan, das einfachste 

Proteoglykan, verleiht Geweben und Gelenken Druckfestigkeit und wird in großen Mengen 

während der Wundheilung gebildet. 

Kollagene sind eine Familie faserförmiger Proteine, die in allen vielzelligen Tieren vorkommen. 

Da sie der Hauptbestandteil von Haut und Knochen darstellen, gehören sie zu den häufigsten 

Proteinen von Säugern und tragen zu 25% zum Proteinanteil dieser Tiere bei. Kollagen besteht 

aus drei Ketten, die sich zu einer Tripelhelix anordnen.156 Mittlerweile wurden 27 

verschiedene Kollagentypen identifiziert, allerdings spielt weniger als die Hälfte eine wichtige 

Rolle im menschlichen Körper. In der Haut kommen überwiegend die fibrillären Kollagene vom 

Typ I, II, III, V und XI vor, wobei Kollagen Typ I vorwiegend in Haut und Knochen zu finden ist 

und damit das häufigste Kollagen darstellt. Die nicht-fibrillären Kollagene Typ IV und XVIII sind 

eher in blättrigen Strukturen angeordnet und ein Hauptbestandteil der Basalmembran.89, 157-

160 

Im Allgemeinen verleiht das Kollagen dem Gewebe seine Festigkeit, die Elastizität wird durch 

die elastischen Fasern erreicht. Elastische Fasern bestehen aus einem zentralen Kern, dem 

Elastin, das von Fibrillin, ein Glykoprotein, umgeben ist. Fibrillin kontrolliert die Anwesenheit 

von TGF-β innerhalb der EZM. Jedes der zuvor aufgezählten Komponenten der EZM interagiert 

miteinander, um den Prozess der Gewebefunktion und des Wachstums voranzutreiben und 
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zu reparieren.161-163 Kollagen spielt eine entscheidende Rolle bei der Regulierung der Phasen 

der Wundheilung entweder in seiner nativen, fibrillären Konformation oder als lösliche 

Komponente im Wundmilieu (Abb. 3). In den wichtigen Phasen des Wundheilungsprozesses, 

wie Hämostase, Entzündung und Angiogenese, wird auf die EZM, Kollagen und seine 

Verbindungen reagiert.32, 164-171 Kollagen wird von Fibroblasten synthetisiert und als Reaktion 

auf eine Verletzung induziert Kollagen die Aktivierung der Blutplättchen und die Aggregation 

dieser führt zur Ablagerung des Fibringerinnsels in der Wunde.157, 158, 172-174 Kollagen Typ III ist 

das erste Kollagen, das in den frühen Stadien der Wundheilung synthetisiert wird und später 

durch Kollagen Typ I, das dominierende Hauptkollagen, ersetzt wird.175 Im späteren Stadium 

tragen, wie zuvor beschrieben, die Fibroblasten, die durch Wachstumsfaktoren und Zytokine 

aktiviert wurden, zur Ablagerung von Kollagen bei. Die anfänglich zufällige Ablagerung von 

Kollagen während der Bildung von Granulationsgewebe wird durch das Enzym Lysyloxidase 

kovalent vernetzt (Abb. 3).176 Durch diesen Prozess entstehen die komplexen Strukturen der 

EZM und schließlich bestimmt die Art, Menge und Organisation von Kollagen die Zugfestigkeit 

der geheilten Haut.1, 89, 177 Gleichzeitig werden durch den Abbau von Kollagen Fragmente 

freigesetzt, die die Proliferation von Fibroblasten und die Synthese von Wachstumsfaktoren 

fördern und zur Angiogenese und Reepithelisierung beitragen.178 Während der 

Entzündungsphase rekrutieren die löslichen Fragmente aus dem Kollagenabbau Immunzellen 

wie Makrophagen, die Bakterien und abgestorbenes Gewebe entsorgen. Dieser Schritt ist 

entscheidend für den Übergang in die proliferative Phase. Während dieser Phase dienen die 

Kollagenfragmente als potente angiogene Signale, um die Entwicklung von neuen Blutgefäßen 

zu fördern. Angiogenese, wie bereits beschrieben eine kritische Komponente im 

Wundheilungsprozess, wird streng durch die Aktivität von Stimulatoren und Inhibitoren 

reguliert. Der Umbau der EZM stellt eine entscheidende Unterstützung für die 

Gefäßentwicklung dar und vor allem Kollagen spielt dabei eine wichtige Rolle.165, 168, 169, 171, 179 

Das Kollagen kann dabei sowohl als Stimulator als auch als Inhibitor der Angiogenese dienen. 

Eine in vitro Echtzeitanalyse mittels Multiphotonenmikroskop während der Neubildung von 

Blutgefäßen zeigte eine Umgestaltung von Kollagenfibrillen im Frühstadium zu späteren 

Entwicklungsstadien.180 Es ist bekannt, dass Kollagen Typ I die Angiogenese in vitro und in vivo 

durch die Bindung von spezifischen Integrin Rezeptoren stimuliert. Vor allem sorgt das C-

Propeptid-Fragment von Kollagen Typ I für die Rekrutierung von Endothelzellen, die wiederum 
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Angiogenese in heilenden Wunden fördern.170 Interessanterweise zeigen proteolytische 

Kollagenfragmente von Typ IV und XVIII antiangiogene Eigenschaften.160, 181 Die Proliferation 

und Migration von Endothelzellen wird dadurch gehemmt und Apoptose kann eingeleitet 

werden. Bei mehreren Erkrankungen, wie z.B. Osteoarthrose, kommen diese Prozesse vor.158, 

170, 182 

Durch den Abbau von Kollagen wird zudem die Migration von Keratinozyten gefördert, die 

wiederum zur Reepithelisierung der Wunde beiträgt.44, 177, 183 Der Abbau des Kollagens wird 

intra- und extrazellulär reguliert. Dabei werden die intakten Kollagenfibrillen aufgebaut und 

die fragmentierten durch beispielsweise Phagozytose oder membrangebundene und 

sezernierte proteolytische Enzyme abgebaut. Fehler in den Prozessen führen zu 

pathologischen Zuständen wie Fibrose (1.2.3).173, 184-186 

Der Umbau von Kollagen kann Monate selbst nach dem Wundverschluss dauern und die 

Festigkeit des reparierten Gewebes kann auf ca. 80-85% des normalen Gewebes ansteigen, 

wenn die Prozesse störungsfrei ablaufen.177, 187 

 

1.2.3 Unzureichende Wundheilung (chronische Wunden) 

Damit sich ein Gewebe ohne Narbenbildung regenerieren kann, müssen zwei Bedingungen 

erfüllt sein: 1) Die verletzten Zellen müssen in der Lage sein zu proliferieren (wie es bei der 

kontinuierlichen Zellteilung im Ruhezustand ist) und 2) das umliegende Stroma (Gerüst im 

Bindegewebe) muss intakt sein. Wie bereits erwähnt, können verschiedene Vorerkrankungen 

(z.B. Diabetes, Herz-Kreislauf-Erkrankungen) Gründe für eine unzureichende Wundheilung 

bzw. für das Auftreten von chronischen Wunden darstellen. Zwei häufige Komplikationen sind 

mit Veränderungen des normalen Wundheilungsprozesses der Haut verbunden: Fibrose und 

chronische Hautwunden. Fibrose ist durch eine übermäßige Produktion von extrazellulärer 

Matrix gekennzeichnet.12 Aufgrund von anhaltenden Entzündungen, einer erhöhten 

Zerstörung der EZM-Komponenten, verursacht durch eine erhöhte Aktivität von 

Metalloproteinasen und anderen Enzymen sowie eine fehlgeleitete Aktivierung löslicher 

Wachstumsfaktoren und Mediatoren kommt es zu einem gestörten Wundheilungsprozess.176 

Im Nachfolgenden werden Schwerpunktmäßig die Unterbrechungen des normalen 

Wundheilungsprozesses aufgrund einer unzureichenden Heilung betrachtet. Bei dem 

Heilungsprozess von chronischen Wunden wird die Entzündungsphase durch eine 



 

 Einleitung 

 
 

31 

unzureichende anatomische und funktionelle Integrität verlängert, so dass die 

Proliferationsphase später erreicht wird.23, 188 Die Mikroflora von chronischen Wunden 

besteht normalerweise aus diversen unterschiedlichen Bakterienspezies, so dass die 

mikrobielle Infektion den Wundheilungsprozess zusätzlich beeinflusst.189 Während dieser 

Infektion werden entzündliche Zellen und Mastzellen angelockt, Flüssigkeit sammelt sich im 

Wundbereich und die Entzündung wird verschlechtert.190 Chronische Wunden sind durch eine 

anhaltende Entzündung, beeinträchtigte Angiogenese, schwierige Reepithelisierung, erhöhte 

Proteaseaktivität und/oder dysregulierte Menge von Zytokinen und Wachstumsfaktoren 

gekennzeichnet.191 Beispielsweise ist die Expression von TIMPs herunterreguliert, während 

einige Mediatoren wie IL-6, TNF-α und MMPs ständig hochreguliert sind.64 Zudem gibt es auf 

zellulärer Ebene viele Störungen, die bei chronischen Wunden auftreten können. Neutrophile 

zum Beispiel zeigen einen veränderten Phänotyp, eine verringerte Infiltration und eine 

transendotheliale Zellmigration und verbleiben schließlich länger in der Wunde. Zudem zeigen 

chronische Wunden eine reduzierte Induzierung von M2-Makrophagen und eine geringere 

antibakterielle Aktivität.192, 193 Außerdem wird gezeigt, dass die Makrophagen teilweise ihre 

Funktion nicht ausführen können, so dass es aufgrund einer unkontrollierten Produktion von 

Wachstumsfaktoren und Entzündungsmediatoren, zusammen mit dem Ungleichgewicht von 

M1 (proinflammatorisch) und M2 Phänotypen zu einer fehlerhaften Reparatur kommt. Zudem 

liegt eine fehlgeschaltete Kommunikation zwischen den Makrophagen und anderen wichtigen 

Akteuren der Wundheilung einschließlich Fibroblasten, Endothelzellen, Epithelzellen und 

Stammzellen vor.61 Einige Studien zeigen, dass Keratinozyten in chronischen Wunden 

hyperproliferieren, ein beeinträchtigtes Migrationsverhalten aufweisen und ihnen die 

Expression von Differenzierungsmarkern fehlt.86, 194-196 Durch die fehlende Migration können 

sie nicht beim Prozess des Wundverschlusses helfen. Letztendlich können Fibroblasten in 

chronischen Wunden nicht auf Wachstumsfaktoren und Entzündungsmediatoren reagieren, 

was zu einer reduzierten Proliferation führt.197, 198 Diese molekularen und zellulären 

Prozessstörungen führen zu einer geänderten Zusammensetzung der EZM sowie zu 

veränderten Mechanotransduktionsmechanismen zwischen der EZM und Zellen.16, 199, 200 Dies 

wiederum behindert die Ablagerung von EZM und die Bildung von Granulationsgewebe, was 

wiederrum zur Entstehung von chronischen Wunden beiträgt.61, 90, 201 Eine Veröffentlichung 

von 2018 fasst die wichtigsten Faktoren, die an einem gestörten Wundheilungsprozess 
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beteiligt sind, zusammen: Makrophagen, Myofibroblasten, extrazelluläre Matrix, Mechanik 

und Fehlkommunikation.202 Aufgrund der erwarteten Zunahme von Wunden und im 

speziellen chronischen Wunden wurde eine Vielzahl an verschiedenen Therapieansätzen in 

den vergangenen Jahrzehnten bis heute entwickelt. 

 

1.3 Förderung der Geweberegeneration und Wundheilung - Therapieansätze 

Es gibt eine große Anzahl von Behandlungsmethoden für die Behandlung von Wunden und 

Verbrennungen, die weltweit eine Multi-Milliarden-Dollar Industrie repräsentieren. Zu den 

Methoden gehören herkömmliche Wundauflagen, Verbände, mit eingearbeiteten 

Wirkstoffen, Wachstumsfaktoren und Zytokinen sowie Hauttransplantate.203 In den nächsten 

Kapiteln werden verschiedene Therapieansätze für die Förderung der Geweberegeneration 

und im speziellen der Wundheilung näher erläutert. In Abb. 4 sind die wichtigsten 

Therapieansätze für die Behandlung von Wunden gezeigt. 
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Abb. 4: Verschiedene Therapieansätze für die Behandlung von Wunden. Die Ansätze sind in wundauflagen-freie 

und Ansätze mit Biomaterialien untergliedert. Modifiziert nach Las Heras et al., Journal of Controlled Release 328 

(2020) 532-550 mit freundlicher Genehmigung des Verlages Elsevier B.V.. 
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Im nächsten Abschnitt werden die Wundauflagen-freien Ansätze und im Anschluss die 

Therapieansätze mit Biomaterialien (zellfrei und zellbeladen) zur Behandlung von Wunden 

und im speziellen chronischen Wunden beschrieben. 

 

1.3.1 Wundauflagen-freie Ansätze 

Im Allgemeinen ist bekannt, dass bei vielen Hauterkrankungen, wie chronischen Wunden oder 

schweren Verbrennungen, eine Verabreichung von hohen Dosen systemischer Medikamente, 

wie z.B. Antibiotika erforderlich sind, um lokale therapeutische Wirkungen zu erzielen. 

 

1.3.1.1 Systemische Therapieansätze 

Systemische Antibiotika werden eingesetzt, um die Symptome zu lindern und weitere 

Infektionen zu vermeiden bzw. den allgemeinen Zustand nicht zu verschlechtern.204 Allerdings 

konnte gezeigt werden, dass systemische Antibiotika nur schwer in die Biofilme der Wunde 

eindringen können und die Verwendung eines Antisepsis-Verfahrens ein deutlich besserer 

Ansatz zur Behandlung oder Vorbeugung von bakteriellen Infektionen in Wunden ist.205 Neben 

Antibiotika werden auch Antikörper und Peptide systemisch verabreicht, um die Wundheilung 

zu fördern. Beispielsweise konnte gezeigt werden, dass die Behandlung mit dem Neuropeptid 

α-Melanozyten-stimulierenden Hormon zu einem regenerativen Heilungsprozess mit weniger 

Narbenbildung und einer verbesserten Organisation der Kollagenfasern führt.206 Zudem hat 

die systemische Anwendung von Aminosäuren oder deren Derivate, wie Prolin oder N-

Acetylcystein, eine positive Auswirkung auf die Wundheilung gezeigt, die sogar wirksamer als 

deren lokale Verabreichung war.207 Trotzdem gibt es bei der systemischen Anwendung 

Grenzen, da die Gewebe nur begrenzt gezielt behandelt werden können und es zu 

Nebenwirkungen außerhalb der Wunden kommen kann. 

 

1.3.1.2 Lokale Therapieansätze 

Aufgrund der Nachteile bei der systemischen Anwendung wird bei der Behandlung von 

Wunden oftmals die direkte Abgabe von bioaktiven Verbindungen an das Wundbett 

bevorzugt. Diese Strategie der lokalen Therapie hat sich zudem als am besten geeignete 

Behandlung von chronischen Wunden bewährt, da die Wunden oft eine große exponierte 



 

 Einleitung 

 
 

35 

Oberfläche aufweisen. Antiseptika wie Jod, Chlorhexidin oder Silber und Antibiotika wie 

Tetracyclin, Gentamicin oder Chloramphenicol zeigen deutliche Vorteile beim 

Wundheilungsprozess, wenn sie lokal verabreicht werden.205, 208-212 Darüber hinaus gibt es 

eine Liste diverser Naturstoffe wie Curcumin, Aloe Vera oder Thymianextrakt, die eine 

antibakterielle und regenerative Wirkung aufweisen.209, 213-215 Als weitere Strategie für die 

Förderung der Wundheilung können Zellen, wie z.B. MSCs, lokal transplantiert werden, die 

beispielsweise die Heilung durch Zelldifferenzierung und die Freisetzung parakriner Faktoren 

verbessern.216-219 Allerdings wird das therapeutische Potenzial von MSCs häufig durch die 

schlechte Überlebensfähigkeit an der transplantierten Stelle verringert.220, 221 Deshalb ist es 

wichtig, das Überleben von transplantierten MSCs zu verbessern und die Sekretion von 

Wachstumsfaktoren und ihre biologische Funktion in vivo zu stärken. Vor kurzem wurde 

berichtet, dass aus Stamm- bzw. Vorläuferzellen stammende extrazelluläre Vesikel als 

regenerative Therapie zur Beschleunigung der Wundheilung dienen (Abb. 3).222 Durch die 

lokale oder systemische Verabreichung der extrazellulären Vesikel konnte in klinisch 

relevanten Tiermodellen für Hautwunden eine verbesserte Heilung gezeigt werden. Allerdings 

sind noch weitere Studien und detailliertere experimentelle Protokolle erforderlich, damit es 

in den weiteren Jahren zu einer erfolgreichen klinischen Umsetzung kommen kann.222 

Ein weiterer Therapieansatz ist die topische Anwendung von Wachstumsfaktoren in Form von 

beispielsweise Cremes, Gelen oder Injektionen.223 Wie in Kapitel 1.2.2.2 beschrieben 

regulieren Wachstumsfaktoren Zellproliferation, -differenzierung, -migration und deren 

Kommunikation in allen Wundheilungsphasen. In der Behandlung von Wunden werden 

beispielsweise Wachstumsfaktoren wie EGF, PDGF und TGF-β eingesetzt, die einen enormen 

Einfluss auf die Wundheilung haben.86, 209, 213, 224 Interessanterweise ist der einzige von der 

FDA und EMA zugelassene Wachstumsfaktor, in einem Gel formuliert, PDGF-BB.213, 223, 225 

Zudem hat das körpereigene thrombozytenreiche Plasma (PRP), das viele Wachstumsfaktoren 

enthält, eine hohe Heilungsrate in zahlreichen Studien mit unterschiedlichen Formulierungen 

gezeigt.86, 226 Aufgrund der kurzen Halbwertszeit der Mediatoren aber vor allem aufgrund des 

enzymatischen Abbaus in der Wunde, ist es entscheidend, dass die Faktoren nach und nach 

freigesetzt werden.209 

Die Verkapselung von Therapeutika ermöglicht eine nachhaltige und lokale Anwendung.227, 228 

Dabei dienen Mikro- oder Nanokapseln als Träger für die Medikamente im Inneren der Kern-
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Schale-Struktur.209, 229, 230 Einige Studien beschreiben die Verwendung von Liposomen für 

chronische Wunden, die die Medikamente schützen und eine langanhaltende Abgabe 

unterstützen. Beispielsweise wurde ein Liposom aus Seidenfibroin hergestellt, das im Inneren 

bFGF enthielt und nachweislich die Wundheilung in Mäusen beschleunigte, vor allem durch 

die Induzierung von Angiogenese.231, 232 Darüber hinaus beschreiben viele Studien die 

Verwendung von polymeren, anorganischen und Lipid-Nanopartikeln in Wunden. Dabei 

wurden zahlreiche Antibiotika oder antimikrobielle Peptide (z.B. Amphotericin B) in polymere 

Nanopartikel eingeschlossen. Diese zeigten beispielsweise eine verbesserte Wundheilung bei 

Mäusen und eine große Aktivität gegen verschiedene Mikroorganismen in vitro.233-236 

Außerdem werden metallische und halb leitfähige anorganische Nanopartikel (z.B. Kupfer, 

Silber und Eisenoxid), entweder mit oder ohne Graphenoxid, aufgrund ihrer antibakteriellen 

Wirkung in der Wundheilung eingesetzt.230, 231, 233-240 Schließlich werden Wachstumsfaktoren 

in Lipidnanopartikel eingekapselt, die den enzymatischen Abbau verhindern und so eine 

langanhaltende Abgabe der Mediatoren ermöglichen.241-244 

Ein weiterer Therapieansatz in der Wundheilungsbehandlung, um die Anwesenheit der 

Wachstumsfaktoren und Zytokine zu verbessern, ist die Verabreichung von Genen, die die 

Mediatoren kodieren.245 Durch virale oder nicht-virale Vektoren wird das genetische Material 

in Form von intraläsionalen Injektionen eingeführt.86 Zudem nimmt die Anwendung von Gen-

Silencing, der Unterdrückung oder Unterbrechung der Expression eines Genes auf 

transkriptionaler oder translationaler Ebene, mittels miRNAs und siRNAs in der 

Wundbehandlung immer mehr zu.246-248 In verschiedenen Studien konnte gezeigt werden, 

dass miRNAs in der Lage sind Zellproliferation, -differenzierung zu regulieren und die 

Migration von Keratinozyten und Endothelzellen zu verbessern.10, 86, 249, 250 Darüber hinaus 

wurden in einigen Studien siRNAs untersucht, die als selektiver Inhibitor von fibrotischen 

Wachstumsfaktoren, MMPs und proinflammatorischen Zytokinen dienen, und somit die 

Wundheilung beschleunigen.10, 251-254 

 

1.3.1.3 Physikalische Therapieansätze 

Eine traditionelle Methode der physikalischen Behandlung von Wunden stellt das 

Debridement dar, bei dem das Wundbett regelmäßig von totem Gewebe und Fremdmaterial 

befreit wird. Dabei gibt es chirurgische, mechanische, autolytische, chemische, enzymatische 
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oder Ansätze mit Larven, die sich als förderlich für den Wundheilungsprozess erwiesen 

haben.26, 211, 255 Zudem hat sich seit langem der Ansatz von Kompressionstherapien für die 

Wundheilung etabliert. Dabei werden zum Beispiel Spezialbandagen oder spezielle 

Kompressionsverbandsysteme verwendet, die einen externen und graduellen Druck auf die 

Wunde ausüben.256, 257 In den neunziger Jahren wurde die Unterdruck-Wundtherapie 

eingeführt, bei der Wundexsudat durch Vakuum entfernt wird.26, 258-266 Normalerweise wird 

dieser Therapieansatz nur als Kombinationstherapie angewendet. Verschiedene Studien 

haben allerdings gezeigt, dass es Ödeme und bakterielle Infektionen reduziert, Angiogenese 

und die lokale Durchblutung fördert und die Bildung von Granulationsgewebe stärkt.258, 267-269 

Zur Behandlung von chronischen Wunden wird als weiterer physikalischer Therapieansatz die 

elektrische Stimulation durch Stromimpulse elektromagnetischer Energie angewendet.270, 271 

Die Wundheilung kann mit diesem Ansatz beschleunigt werden. Es konnte gezeigt werden, 

dass die Fibroblastenzahl erhöht, die TGF-β- und VEGF-Produktion verbessert ist und die 

Kollagensynthese stimuliert wird.272-274 Die hyperbare Sauerstofftherapie (HBO-Therapie oder 

Druckkammertherapie) wird ebenfalls zur Behandlung von Wunden und vor allem 

chronischen Wunden eingesetzt.275-277 Sie führt zu Neovaskularisation, einer erhöhten 

Produktion von Kollagen und Wachstumsfaktoren.278, 279 Allerdings konnte auch gezeigt 

werden, dass in den ersten Tagen die Wundheilung zwar deutlich verbessert ist, dies aber 

nicht über einen längeren Zeitraum demonstriert werden konnte.275, 280 Stoßwellen, 

Photobiomodulation und Ultraschall werden ebenfalls zur Behandlung von Wunden 

eingesetzt. Stoßwellen können beispielsweise die Heilung von venösen Beingeschwüren 

unterstützen, indem sie die Angiogenese fördern und die Entzündung reduzieren.281, 282 Bei 

der Photobiomodulation werden die Wunden mit Licht von LEDs, Lasern, Plasma und anderen 

Lichtquellen im Wellenlängenbereich von visuell bis infrarot behandelt. Verschiedene Studien 

haben gezeigt, dass die Durchblutung gefördert, die neutrophile Infiltration reduziert, die 

Proliferation der Fibroblasten erhöht sowie die Epithelisierung der Wunde verbessert wird.283 

Bei der Ultraschalltherapie wurden sehr gute Ergebnisse bei Druckgeschwüren oder 

diabetischen Geschwüren erzielt.284-286 Allerdings sind für alle drei Therapieansätze weitere 

Studien nötig, um die Wirksamkeit der Ansätze zu stützen und die optimalen Parameter wie 

Dauer, Dosis etc. während der Therapie zu definieren. 
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1.3.1.4 Hauttransplantationen bei großen oder thermischen Verletzungen 

Als Goldstandard bei großen Wunden oder thermischen Verletzungen (Verbrennungen, 

Verbrühungen, Gefrieren) dient die Hauttransplantation zur Rekonstruktion von 

Hautdefekten in verschiedenen anatomischen Lokalisationen. Dieser Ansatz bietet eine 

ausreichende Abdeckung der Wunde, einen Schutz vor Infektionen sowie die Initiierung und 

Beschleunigung des Wundheilungsprozesses.203, 287 Wenn das Transplantat die Epidermis und 

einen Teil der Dermis enthält, wird es als Spalthauttransplantat bezeichnet.288 Im Gegensatz 

dazu spricht man von einem Vollhauttransplantat, wenn die Epidermis und die gesamte 

Dermis enthalten ist (Abb. 1).289 Spalthauttransplantate werden bevorzugt für die Abdeckung 

von großen Wunden, in denen das Gefäßsystem kaum vorhanden ist, eingesetzt. Allerdings 

dulden diese Transplantate wenige Kontrakturen während des Wundheilungsprozesses. 

Deshalb werden Vollhauttransplantate bevorzugt in exponierten Körperregionen wie z.B. 

Gesicht oder Hals eingesetzt. Allerdings erfordern sie ein ausgeprägteres Gefäßsystem in der 

transplantierten Zone.26, 289 Zudem gibt es epidermale Hauttransplantate, die nur die 

Epidermisschicht der Haut umfassen. Bei dieser Strategie sind Keratinozyten der Zelltyp, der 

die therapeutische Wirkung aufweist, indem Wachstumsfaktoren und Mediatoren sezerniert 

werden und der endogene Wundheilungsprozess stimuliert wird.290 Dies wird aufgrund der 

Kosten und der Komplexität des Verfahrens fast ausschließlich bei Schwerstbrandverletzten 

eingesetzt. Hauttransplantate können entweder vom Patienten selbst (autolog oder autogen), 

von einem anderen toten oder lebenden Patienten (allogen) oder von Tieren (xenogen) 

stammen.291, 292 Autologe Transplantate haben beispielsweise bei diabetischen 

Fußgeschwüren vielversprechende Ergebnisse gezeigt. Der Nachteil sind Schmerzen und die 

begrenzte Verfügbarkeit von Entnahmestellen.287, 293, 294 Die Verwendung von allogenen 

Transplantaten ist heutzutage weit verbreitet, allerdings ist die Verfügbarkeit begrenzt und 

die Kosten sind hoch.294 Im Gegensatz dazu sind xenogene Transplantate (hauptsächlich aus 

Schweinehaut) eine gute Alternative, weil sie leicht verfügbar sind, geringe Kosten aufweisen 

und die Größe der Transplantate nicht begrenzt ist.295 Allerdings zeigt der Wirt oft eine 

Immunantwort innerhalb der ersten Woche.203, 287, 296 Neueste Studien haben jedoch gezeigt, 

dass genetisch veränderte Xenotransplantate aus Schweinehaut solange wie ein allogenes 

Transplantat überleben und es keinen negativen Einfluss auf ein nachfolgendes 

Allotransplantat oder einen anderen therapeutischen Ansatz zeigt.297 
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1.3.2 Therapieansätze mit Biomaterialien – zellfrei 

Die zelluläre und molekulare Komplexität des Wundheilungsprozesses erfordert eine 

kontrollierte räumliche und zeitliche Abgabe biologischer Substanzen. Seit 600 v. Chr. wird 

Hauttransplantation für die Behandlung von Wunden beschrieben und eingesetzt und weitere 

fortschrittliche Strategien haben sich über die Zeit entwickelt.298 Heutzutage ist das Design 

und die Entwicklung von neuen biokompatiblen und biologisch abbaubaren Materialien für 

die Wundversorgung, die den Heilungsprozess induzieren und fördern — für die Reparatur 

von beschädigtem Gewebe und Wiederherstellung seiner Integrität – ein wichtiger Ansatz.24 

Die Wundauflage sollte so konzipiert sein, dass es die Gewebereparatur fördert, das Exsudat 

entfernt und eine Infektionen an der Wunde verhindert.188 Darüber hinaus kann eine lokale 

Verabreichung von Antibiotika vorteilhaft sein, um die Keimbelastung der Wunde und eine 

Ausbreitung der Infektion zu vermeiden.299 Im letzten Jahrhundert bis heute wurde eine Reihe 

von Wundauflagen entwickelt, um Feuchtigkeit zu speichern, das Wundbett vor 

physikalischen und mechanischen Einflüssen zu schützen und eine vorläufige Matrix für 

Zellmigration und –proliferation sowie Bildung der EZM und für die Neovaskularisation zu 

schaffen. Zudem können Medikamente und bioaktive Substanzen freigesetzt werden, die die 

Bildung von neuem Gewebe fördern. Die Wundauflagen werden oft aus Biomaterialien, aus 

natürlichen wie beispielsweise Kollagen, Gelatine, Alginat, Fibrin, Fibronektin, Chitosan, 

Hyaluronsäure oder Cellulose, oder aus synthetischen Polymeren wie z.B. Polymilchsäure 

(PLA), Polyvinylsäure (PVA), Polyglykolsäure (PGA) oder Polyacrylsäure (PAA), hergestellt.300 

Einer der Nachteile bei der Verwendung von synthetischen Materialien als Wundverband ist, 

dass der Verband wieder entfernt werden muss, was zu einer weiteren Beschädigung der 

Wunde kommen kann. Im Gegensatz dazu können Wundauflagen aus natürlichen 

Biomaterialien durch den stetigen Abbau nach und nach in den Körper integriert werden. Die 

derzeitigen zellfreien Therapieansätze können in zweidimensionale (2D-) Wundauflagen wie 

z.B. Filme und dreidimensionale (3D-) Gerüste wie dezellularisierte Matrizen, Vliese und 

Hydrogele eingeteilt werden. 
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1.3.2.1 Zweidimensionale (2D-) Wundauflagen 

2D-Wundauflagen, wie beispielsweise semipermeable Filme, dienen zur Abdeckung von 

Wunden, um vor Bakterien und einem Wasserverlust zu schützen. Filme sind dünne, 

elastische, meist transparente Folien, die gut haften und aus einem oder einer Kombination 

aus verschiedenen Biomaterialien hergestellt werden. Die Filme sind in der Regel 

atmungsaktiv (gas- und wasserdampfdurchlässig), aber undurchlässig für Flüssigkeiten und 

Bakterien. Dadurch können die Wunden vor Wasserverlust und externen Mikroorganismen 

geschützt werden. Die Vorteile dieser Form der Wundauflage sind, dass der Wundverlauf 

beobachtet werden kann und Potenzial der Wirkstoffbeladung und die Flexibilität die 

Wundauflage als primäre oder sekundäre Auflage zu verwenden. Allerdings fehlt die 

Eigenschaft zu quellen, was zu einer übermäßigen Ansammlung an Exsudat führen kann.301 

Die am häufigsten verwendeten Polymere für diese Anwendung sind Polyurethan, Kollagen, 

Chitosan, Alginat und Hyaluronsäure. Die Verwendung von Filmen für die Behandlung von 

Wunden lässt sich bis Anfang des 20. Jahrhunderts zurückverfolgen. Heutzutage gibt es viele 

kommerziell erhältliche Produkte wie z.B. Bioclusive™ (Johnson & Johnson) und Tegaderm® 

Films (3M™) aus Polyurethan.302 Darüber hinaus gibt es Zweischicht-Systeme, die 

normalerweise aus einer Siliziumschicht in Kombination mit einer Protein-, Polysaccharid- 

oder synthetischen Polymerschicht bestehen. Der Vorteil des zweischichtigen Aufbaus ist die 

Integration der Innenschicht in das Wundbett und der Wundschutz und verminderte 

Wasserdampfverlust durch die äußere Schicht, meistens das Silikon.301 Neben den 

kommerziell erhältlichen Produkten gibt es eine Vielzahl von Biomaterialien, die als Filme in 

der Behandlung von Wunden untersucht werden. In den vergangenen Jahrzehnten wurde 

Chitosan aufgrund seiner antimikrobiellen Eigenschaften, Biokompatibilität, biologischen 

Abbaubarkeit und seine ausgezeichneten mechanischen Eigenschaften immer beliebter für 

die oben beschriebene Anwendung.303, 304 Beispielsweise zeigten mit Lupeol beladene 

Chitosan/Gelatine-Filme, die durch ein Gießverfahren hergestellt wurden, antioxidative und 

antimikrobielle Eigenschaften und eine zusätzliche Biokompatibilität bei der Kultivierung von 

NIH/3T3 Fibroblasten.243 Viele Studien konnten sowohl die antimikrobielle Wirkung als auch 

das Potenzial von Chitosanfilmen in der Wundheilung in vivo stützen.305-308 Andere 

Polysaccharide wurden ebenfalls als Filme in der Wundbehandlung eingesetzt. Zum Beispiel 

zeigten Filme aus Carboxymethylcellulose (CMC) und Polyethylenglykol (PEG) ebenfalls keine 
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Toxizität bei der Kultivierung von NIH/3T3 Fibroblasten und ein besseres Heilungsverhalten 

als die unbehandelte Kontrollgruppe. Dies konnte sowohl bei normalen als auch bei 

diabetischen Wistar-Albino-Ratten beobachtet werden.309 Auch bei Proteinen, wie Kollagen, 

Fibroin oder Gelatine wird das Wundheilungspotenzial immer weiter untersucht. Filme aus 

Fibroin und Dextran zeigten eine vollständige Abwesenheit von Toxizität in L929 Fibroblasten 

und eine antimikrobielle Wirkung sowie eine kontrollierte Freisetzung bei einer Beladung mit 

Antibiotika.310 Schließlich wurden Filme, die ausschließlich aus Kollagen oder Gelatine 

bestanden und mit verschiedenen Antioxidantien bzw. entzündungshemmenden und 

antimikrobiellen Substanzen (z.B. Astaxanthin) beladen wurden, kürzlich untersucht. 

Zusammengefasst zeigten beide Filme antibakterielle Eigenschaften bei einer völligen 

Abwesenheit von Toxizität in vivo und eine kontrollierte Freisetzung der Wirkstoffe.311, 312 

 

1.3.2.2 Zellfreie dreidimensionale (3D-) Gerüste 

Im Gegensatz zu zweidimensionalen Strukturen, wie Filmen oder Zellen, die in vitro gezüchtet 

werden, spiegeln 3D-Gerüste das Zellverhalten in natürlicher Umgebung wesentlich besser 

wieder. Die 3D-Gerüste dienen als Leitstruktur für die Zellen und fördern somit die Adhäsion, 

Proliferation und Differenzierung der Zellen. 3D-Gerüste sind Konstrukte oder Matrizen, die 

Schutz bieten und Feuchtigkeit speichern und ihre therapeutische Wirkung in Abhängigkeit 

von ihrer Zusammensetzung und/oder Ladung entfalten und damit die natürliche zelluläre 

Mikroumgebung nachahmen.300, 313 Als Gerüste werden z.B. Vliese und Hydrogele eingesetzt, 

die schließlich als künstliche extrazelluläre Matrix dienen.314, 315 Es gibt diverse Verfahren zur 

Herstellung dieser Gerüste aus Biomaterialien wie zum Beispiel das traditionelle Gießen, die 

Hydrogelbildung, dezellularisierte extrazelluläre Matrizen, Elektrospinning zur Herstellung 

von Vliesen aus Nanofasern bis hin zu 3D-Druck Techniken. 

 

Dezellularisierte Matrizen 

Dezellularisierte Matrizen sind eine von Tieren oder Menschen gewonnene EZM, bei denen 

während des Herstellungsprozesses entweder alle Zellen entfernt wurden oder von vorn 

herein nicht vorhanden sind. Durch die Gewinnung erhält man Polymere natürlichen 

Ursprungs (z.B. Kollagen oder Hyaluronsäure), die für die Wundheilung aufgrund der hohen 
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Biokompatibilität und Bioaktivität von großem Interesse sind.316 Die EZM-Gerüste werden in 

vivo vollständig abgebaut und induzieren eine Wirtszellantwort, die eher eine konstruktive 

Umgestaltung als die Bildung von Narbengewebe unterstützt. Zu den gemeinsamen 

Merkmalen des EZM-assoziierten Gewebeumbaus gehören eine umfangreiche Angiogenese, 

Rekrutierung zirkulierender Vorläuferzellen, ein schneller Gerüstabbau und konstruktiver 

Umbau von beschädigtem oder fehlendem Gewebe.317 Kommerziell erhältlich ist 

beispielsweise eine Allograft Adipose Matrix (AAM), eine rein natürliche extrazelluläre 

injizierbare Matrix, die vor allem bei diabetischen Fußgeschwüren, Druckgeschwüren und 

tieferen Wunden Anwendung findet. Präklinische Studien über 12 Wochen mit athymischen 

Mäusen haben gezeigt, dass AAM eine extrazelluläre Matrix darstellt, die als Gerüst für 

patienteneigene Zellen fungiert.  

Aufgrund der entscheidenden Funktion von Kollagen in der EZM ist es der Hauptbestandteil 

von dezellularisierten Matrizen. Wie zuvor beschrieben spielt Kollagen durch die 

Aufrechterhaltung der strukturellen und biologischen Integrität der EZM eine wichtige Rolle 

im Wundheilungsprozess (siehe auch 1.2.2.3). Aus diesem Grund gibt es viele Studien über 

Gerüste auf Kollagenbasis und kommerziell erhältliche dezellularisierte Matrizen, die 

größtenteils aus Kollagen Typ I bestehen (z.B. Oase®(Healthpoint), Graftjacket® (Wright 

Medical Group N.V.).318-321 Die Matrizen werden mit verschiedenen anderen Komponenten 

der EZM und Wachstumsfaktoren kombiniert und erhöhen somit die biologische Aktivität, 

hemmen die Wirkung von MMPs und fördern die Vaskularisierung.318-320, 322, 323 Der Vorteil von 

diesen Produkten ist im Gegensatz zu xenogener dezellularisierter EZM, dass sie als 

menschliche Zellen und Gewebe klassifiziert werden und somit die gesetzlichen Regularien für 

die Zulassung und Anwendung niedriger sind.86, 316 Seit mehr als 100 Jahren werden zudem 

Matrizen aus der Plazenta verwendet, weil sie eine EZM aufweist, die reich an Kollagen und 

Wachstumsfaktoren ist.246, 324 Der entscheidende Vorteil ist die erhöhte Menge an 

Wachstumsfaktoren, MMPs, TIMPs und antimikrobiellen Peptiden, die die Zellantwort 

fördern, die Abstoßungsreaktionen reduzieren und somit die Wundheilung begünstigen.325, 326 

 

Poröse 3D-Gerüste 

Poröse 3D-Gerüste wie beispielsweise Vliese oder Hydrogele aus Biomaterialien bieten 

mehrere Vorteile gegenüber azellulären natürlich gewonnenen Matrizen und zellbasierte 
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Therapien. Hierzu zählen zum einen die Kosteneffizienz, eine längere Haltbarkeit und eine 

reduzierte Abstoßungsreaktion. Allerdings eignen sich auch nicht alle Biomaterialien bzw. die 

Gerüste müssen bestimmte Anforderungen erfüllen, um für die Behandlung von Wunden 

verwendet werden zu können. Als Grundlage müssen die Biopolymere biokompatibel und 

biologisch abbaubar sein und der Herstellungsprozess muss ökonomisch sein. Zudem müssen 

die Gerüste eine ausreichende Mechanik bieten, um die Struktur zu stabilisieren. Sowohl die 

Benetzbarkeit als auch die Oberflächenladung spielen eine entscheidende Rolle. Die 

Porengröße und die Porosität müssen im Netzwerk für die Diffusion von Sauerstoff, 

Nährstoffen und Abfallprodukten sorgen und das Quellverhalten sollte hoch sein.327 Durch 

den Herstellungsprozess und die Polymerkonzentration kann die Porengröße und Porosität 

stark beeinflusst werden.328 Durch die hohe Porosität ist ein hohes Oberflächen-Volumen-

Verhältnis gegeben, so dass die Zellen wachsen, migrieren und proliferieren können und sich 

neue EZM bilden kann. Zusammengefasst müssen die porösen Gerüste aus Biopolymeren 

bestmöglich die Struktur und Funktionalität einer menschlichen EZM simulieren. Viele Gerüste 

aus Biomaterialien werden mittlerweile kommerziell für die Behandlung von Wunden 

eingesetzt: Gerüste auf Polysaccharidbasis wie Hyalomatrix® (Anika Therapeutika); 

kollagenbasierte Gerüste wie Terudermis® (Olympus Terumo Biomaterilas Corp.); und rein 

synthetische Gerüste wie Suprathel® (Surgicorp), ein Lactidtrimethylen Carbonat mit 

Capronolacton-Matrix.329-336 Bei vielen Gerüsten wurden die mechanischen und funktionellen 

Eigenschaften immer weiter verbessert, um die Heilungsraten zu erhöhen. Deshalb werden 

Biopolymere verwendet, die eine gut organisierte Struktur bilden können (z.B. Chitosan, 

Alginat, Cellulose, PEG, PCL) in Kombination mit Komponenten der EZM (wie Kollagen, 

Hyaluronsäure, Fibrin), um zum einen die Stabilität und deren Biokompatibilität zu 

erhöhen.337, 338 Li et al. entwickelte ein GOcollagen Gerüst, das eine kontrollierte Freisetzung 

von N-Acetylcystein (NAC), einem antioxidativen Molekül, erlaubte. Darüber hinaus zeigten 

die Gerüste eine beschleunigte Wundheilung in Rattenmodellen, durch eine schnellere 

Kollagenablagerung, bessere Epithelisierung und erhöhte Angiogenese gegenüber der 

Kontrollgruppe ohne Gerüst und mit Gerüst, aber ohne NAC.337, 339 Eine sehr interessante 

Strategie, die vor kurzem veröffentlicht wurde, beschreibt, dass in ein Kollagengerüst ein 

phosphoreszierender Sauerstoffsensor zur Überwachung des physiologischen 

Sauerstoffgehaltes in diabetischen Mäusen eingesetzt wurde. Durch Bildgebungsinstrumente 
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kann so der Sauerstoffgehalt während der Wundheilung ohne invasive Methoden detektiert 

werden.340 Obwohl Kollagen das am meisten genutzte Protein für die Herstellung von porösen 

3D-Gerüsten ist, werden auch andere Proteine wie z.B. Gelatine, Seidenprotein, Laminin, 

Fibrin und Sojaprotein für die Behandlung von Wunden untersucht.86, 341-345 Gelatinegerüste, 

die mit Silber-Nanopartikeln und Curcumin beladen wurden, zeigten eine antioxidative und –

bakterielle Wirkung ohne dass es eine toxische Wirkung auf L929-Fibroblasten hatte.346 

Schließlich können aber auch synthetische Polymere für die Herstellung von porösen Gerüsten 

verwendet werden. Beispielsweise konnte mit Hilfe eines zweiphasigen Calciumphosphat/PCL 

Gerüstes gezeigt werden, dass die Sauerstoffversorgung aufrechterhalten werden kann und 

die Zellen in der Lage sind zu proliferieren.347 Im Folgenden werden Vliese und Hydrogele als 

3D-Matrizen und deren Herstellungsverfahren näher erläutert. 

 

Vliesstoffe 

Vliesstoffe aus Nanofasern sind Konstrukte, die im Allgemeinen durch das Anlegen eines 

elektrischen Feldes hergestellt werden. Durch Hochspannung kann die polymere Lösung durch 

eine Spinndüse gedrückt werden, so dass sich auf dem Kollektor ein Vlies aus Nanofasern 

ablegt. Durch dieses Herstellungsverfahren kann mit Hilfe des Faserdurchmessers und die 

Anzahl an Faserschichten die Porosität und Porengröße variiert und somit die Freisetzung der 

Wirkstoffe reguliert werden. Die Morphologie und Topographie der 3D-Gerüste aus 

Nanofasern kann so eingestellt werden, dass sie der natürlichen EZM der Haut bestmöglich 

ähnelt.348, 349 Zahlreiche Studien haben gezeigt, dass die Vliese als Wundauflage eingesetzt 

werden können. Sie können zusätzlich mit Wirkstoffen beladen werden, die kontrolliert 

freigesetzt werden können.350-356 Zudem können sie Proteine und Zellen transportieren bzw. 

platzieren.348, 357-363 Interessanterweise kann beispielsweise durch die Layer-by-Layer Technik 

ein Gerüst hergestellt werden, dass die Bioaktivität von Wachstumsfaktoren und Zytokinen 

bewahrt. Alleine durch die Anzahl der Schichten, kann die Freisetzungsrate variiert werden.364, 

365 

Im Vergleich zu Hydrogelen zeigen Vliesen eine stabilere und offenporigere Struktur, was die 

Diffusion von Nährstoffen und Sauerstoff sowie die Zellmigration unterstützt und fördert. 

Allerdings können sie nicht in den Patienten injiziert werden. So dass Hydrogele als 
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Wirkstoffdepot bzw. in der Wundheilung als injizierbare Systeme vermehrt zum Einsatz 

kommen. 

 

Hydrogele 

Hydrogele sind dreidimensionale vernetzte, hydrophile, wasserunlösliche Polymerketten, die 

bis zu 99% ihres Trockengewichtes an Wasser aufnehmen können und dabei physikalisch 

quellen ohne sich aufzulösen.366-368 Sie werden bereits seit Ende der achtziger Jahre aufgrund 

ihrer 3D-Struktur, hydrophilen Eigenschaften und der potentiellen Biokompatibilität in der 

Wundheilung eingesetzt.369, 370 Aufgrund ihres hohen Wassergehaltes sind sie ideal für die 

Behandlung von trockenen Wunden geeignet und spielen eine wichtige Rolle bei der 

Reinigung von nekrotischem Gewebe. Darüber hinaus sind Hydrogele meistens transparent 

und bieten die Möglichkeit einer einfachen Wundüberwachung.371 Deshalb können Hydrogele 

bei der Behandlung verschiedener Wunden eingesetzt werden, einschließlich Verbrennungen, 

Operationswunden und Dekubitus.19, 372, 373 Hydrogele weisen sehr gute Abbaueigenschaften 

auf, so dass sie als Träger für eine gezielte Abgabe von Wirkstoffen Verwendung finden.374 

Leider fehlt den Hydrogelen oft die strukturelle Stabilität, allerdings können die Hydrogele im 

Gegensatz zu Filmen und Vliesen injiziert und optimal an die Wunde des Patienten angepasst 

werden. Hydrogele für die Wundheilung werden ebenfalls entweder aus natürlichen 

Biomaterialien wie beispielsweise Kollagen, Hyaluronsäure, Fibronektin, Chitosan oder Alginat 

oder aus synthetischen Biomaterialien (z.B. Polymethacrylat, Polyvinylalkohol, PEG, PVP) 

hergestellt.86, 375-382 In Tab. 2 ist eine Auswahl an kommerziell erhältlichen Hydrogelen für die 

Behandlung von Wunden dargestellt, die ihre Vielfalt und Vielseitigkeit zeigt.
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Tab. 2: Auswahl an kommerziell erhältlichen Hydrogelen, die für das Wundmanagement eingesetzt werden. Modifiziert nach Niculescu and Grumezescu, 2022.368 

Produkt Art der Wundauflauge Eigenschaften als Wundauflage Referenzen 

Activheal 
Hydrogel 

amorphes Hydrogel Bietet eine feuchte Umgebung, die die Heilung erleichtert 
Wirksam beim Debridement von nekrotischen, trockenen oder schorfigen Wunden 
Kann bis zu drei Tage in situ verbleiben 
Erfordert einen sekundären Verband, um ihn an Ort und Stelle zu halten 

383, 384 

AquaClear Hydrogelgerüst Behält ein optimales Feuchtigkeitsgleichgewicht bei, das die Heilung unterstützt 
Fördert die Reepithelisierung 
Verschließt die Wunde, ohne dass ein Sekundärverband erforderlich ist 
Geeignet für verschiedene Geschwüre, Verbrennungen und traumatische Wunden 

384-386 

Flaminal antimikrobielles 
Hydrogel 

Eingebettet in ein Enzymsystem, das freie Radikale bildet, die Bakterien abtöten 
Wundexsudat wird in der hydratisierten Form des Verbands absorbiert 
Gewährleistet ein kontinuierliches Debridement von nekrotischem Gewebe 

19, 387 

HydroTac Hydrogelgerüst Gibt aktiv Feuchtigkeit ab und erhöht die Wachstumsfaktorkonzentration 
Stimuliert den epithelialen Wundverschluss 
Hat eine luftdurchlässige, wasser- und bakteriendichte Folienrückseite 
Verschließt die Wunde, ohne dass ein Sekundärverband erforderlich ist 

19, 384, 388 

IntraSite breites, steriles 
Hydrogel 

Fördert das autolytische Debridement bei nekrotischen oder schorfigen Wunden 
bakteriostatische und fungistatische Wirkung 
Geeignet für Beingeschwüre, Druckgeschwüre und Operationswunden 

19, 384, 389 

Iodozyme / 
Oxyzyme 

zweischichtiges 
Hydrogel 

antimikrobielle Wirkung durch Jodfreisetzung 
Sorgt für eine enzymaktivierte in-situ-Sauerstoffproduktion 
Geeignet zur Behandlung chronischer Wunden 

19, 390, 391 

Solosite amorphes, dünnes, 
konserviertes 
Hydrogel 

Anwendung bei tiefen Wunden mit unregelmäßigen Konturen 
Geeignet für schwach bis mäßig exsudierende Wunden 
Kann zur Behandlung von Dekubitus und Wundhöhlen verwendet werden 

19, 391 
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In den letzten Jahren wurden verschiedene präklinische und klinische Studien mit Hydrogelen 

als biologische Transportsysteme, da sie empfindliche Wirkstoffe (z.B. Peptide, Proteine, DNA) 

schützen können, zur Behandlung von chronischen Wunden mit vielversprechenden 

Ergebnissen durchgeführt. Zum Teil wurden Hydrogele mit Wachstumsfaktoren beladen und 

anschließend in Ratten oder Menschen appliziert.392-394 Aber auch komplexere Systeme in 

denen beispielsweise das Hydrogel aus HA, Vitamin E, Dopamin und β-Cyclodextrin hergestellt 

wurde, konnten so die fetale EZM nachahmen. Die dünne Hydrogelschicht gewährleistet eine 

Sterilität, eine Persistenz der Feuchtigkeit und eine nahtlose Haftung auf der Haut auch bei 

Beanspruchung (Widerstand bei Dehnung). Die BALB/c-Mäuse mit den verabreichten 

Hydrogelen zeigten eine erhöhte Fibroblastenmigration, eine unterdrückte Überexpression 

von TGF-β1 und eine vermehrte Kollagensynthese. Infolgedessen führten die Hydrogele zu 

einer beschleunigten Wundheilung und einer normalen Kollagenarchitektur.395 Blacklow et al. 

entwickelte ein mechanisch aktives Hydrogel aus Alginat und Chitosan mit einer hohen 

Dehnbarkeit, Gewebeanhaftung und antimikrobiellen Eigenschaften. Das Ziel dieses 

Hydrogels war die Nachahmung der embryonalen Wundkontraktion, durch eine starke 

Anhaftung an der Haut und eine aktiv kontrahierende Wunde als Reaktion auf die 

Hauttemperatur. In vitro und in vivo Studien bewiesen die Wirksamkeit des Hydrogels bei der 

Unterstützung und Beschleunigung der Wundheilung.396 

Der größte Nachteil von Hydrogelen selber sind ihre schlechten bakteriellen 

Barriereeigenschaften.19 Deshalb berichten kürzlich veröffentlichte Arbeiten über 

verschiedene Strategien von beladenen Hydrogelen als Molekül-Nanoträger mit z.B. 

Gold/Silber-Nanopartikeln und Protamin Komplexen, um die antibakteriellen Eigenschaften 

zu verbessern.397-402 Hydrogele können auch als DNA-Transporter für die Behandlung von 

Wunden eingesetzt werden. Beispielsweise führten Hydrogele aus Hyaluronsäure, die DNA-

Plasmide enthielten, die wiederum für den Wachstumsfaktor VEGF kodieren, zu einer 

verbesserten proangiogenen Wirkung bei der Wundheilung von diabetischen Mäusen.403 

All die oben beschriebenen Strategien zeigen, dass poröse 3D-Gerüste mit unterschiedlichen 

Eigenschaften aus natürlichen und synthetischen Biomaterialien hergestellt werden können, 

um die Wundheilung zu fördern. Allerdings werden immer häufiger 3D-Gerüste untersucht, 

die bereits mit Zellen beladen sind bevor sie in die Wunde injiziert oder appliziert werden. Im 
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nachfolgenden Kapitel werden zellbeladene Biomaterialien als Therapieansatz zur 

Beschleunigung der Wundheilung näher erläutert. 

 

1.3.3 Therapieansätze mit Biomaterialien – zellbeladen 

In den letzten zwei Jahrzehnten kam es in der Geweberegeneration und Wundheilung zu 

beträchtlichen Fortschritten. Dabei wurde intensiv an alternativen Herstellungverfahren mit 

Biomaterialien in Kombination mit Zellen geforscht (Abb. 5). 

 

Abb. 5: Alternative Herstellungsverfahren von 3D-Gerüsten aus Biomaterialien mit Zellen für die 

Gewebezüchtung und Behandlung von Wunden. A) Herstellung von 3D-Gerüsten durch additive 

Fertigungsverfahren. Die Gerüste werden dabei entweder ohne Zellen (Strategie 1), nach dem Aussäen der Zellen 

(Strategie 2) oder nach der in vitro Kultivierung beispielsweise im Bioreaktor implantiert (Strategie 3); B) 

Biofabrikationsverfahren für die Herstellung von zellbeladenen 3D-Gerüsten, die anschließend implantiert 

werden. SLA: Stereolithographie, FDM: Fused Deposition Modeling (Schmelzschichtung), SLS: selektives 

Lasersintern, 3DP: 3D-Druck. Modifiziert nach Pereira & Bártolo, Engineering 2015, 1(1): 90-112 mit freundlicher 

Genehmigung des Verlages Chinese Academy of Engineering & Higher Education Press. 

 

Bei der klassischen Gewebezüchtung bzw. Stammzelltherapie werden Zellen entweder vom 

Patienten (autolog) selbst oder von einem Donor (allogen oder xenogen) gewonnen und 

anschließend in vitro in einer 2D-Zellkultur gezüchtet. Dieser Therapieasnsatz ist recht einfach 
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durchführbar, allerdings ist der entscheidende Nachteil, dass die Zellen oft nur schwer in 

einem klinisch relevanten Zeitraum ohne dass die Zellviabilität abnimmt in der gewünschten 

Position überleben. Wie bereits in Kapitel 1.3.2.2 beschrieben werden deshalb bei 

schwerwiegenderen Verletzungen oft 3D-Gerüste eingesetzt. Zellbeladene Trägermatrizes 

können durch die nachfolgend beschriebenen Fertigungsverfahren hergestellt werden, so 

dass ein komplexes System aus Biomaterial und Zellen entwickelt werden kann. Dies kann 

zudem mit Wachstumsfaktoren, Zytokinen und/oder Antibiotika beladen werden. 

 

1.3.3.1 Additive Fertigungsverfahren zur Herstellung von 3D-Gerüsten 

Für die Herstellung von porösen 3D-Gerüsten werden immer noch traditionelle 

Fabrikationstechniken, wie z.B. Gefriertrocknung oder Salt leaching (Auslaugen von Salz), 

eingesetzt.404, 405 Der Vorteil dieser Verfahren sind die einfache Herstellungsweise und die 

geringen Kosten. Allerdings kann die Porengröße und Porosität nur schwer kontrolliert 

werden, so dass sie kaum an die Anforderungen der Zellen und das Freisetzungprofil von 

Wirkstoffen angepasst werden können.406 Ein weiterer Nachteil ist, dass während der 

Herstellung aufgrund der Lösungsmittel, langen Fertigungszeiten und rauen Bedingungen 

keine lebenden Zellen oder Wachstumsfaktoren hinzugegeben werden können.406 Deshalb 

werden immer häufiger additive Fertigungsverfahren für die Herstellung von 3D-Gerüsten 

verwendet. Mit Hilfe von Stereolithographie (SLA), Fused Deposition Modeling (FDM), 

selektives Lasersintern (SLS) und 3D-Druck (3DP) können Gerüste mit erhöhter Auflösung und 

Reproduzierbarkeit hergestellt werden, die im Anschluss mit Zellen besiedelt werden können 

(Abb. 5 a).405, 407 Mit Hilfe dieser Techniken werden die 3D-Gerüste Schicht für Schicht durch 

ein automatisiertes Verfahren hergestellt, so dass komplexe und heterogene Strukturen 

entstehen. Durch die additiven Fertigungsverfahren kann die Integration mit medizinischen 

Bildsystemen erfolgen und die Gerüsteigenschaften können besser kontrolliert werden. Bei 

der Stereolithographie können komplexe 3D-Gerüste beispielsweise durch die Verarbeitung 

von Hydrogelen hergestellt werden. Mit Hilfe von Licht kann eine meist radikale 

Polymerisation räumlich begrenzt induziert werden, um definierte Strukturen zu erstellen. 

Durch diese Methode können Gerüste im Zentimeterbereich hergestellt werden. Der größte 

Nachteil dieser licht-induzierten Technologie ist die begrenzte Anzahl an prozesskompatiblen 

Materialien. Wenn die Hydrogele zudem mit Zellen beladen werden, darf der Photoinitiator 
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nicht zytotoxisch sein.408, 409 Als alternative Fertigungsmethode gilt FDM. Mit Hilfe dieser 

können 3D-Gerüste aus thermoplastischen Materialien mit einer Auflösung von 200-400 µm 

hergestellt werden.410 Mittels hoher Temperaturen wird zunächst das Material geschmolzen 

und im Anschluss entstehen die 3D-Gerüste durch ein kontrolliertes Aushärten des 

Thermoplasts. Die Wahl der Methode hängt zum einen von dem zu druckenden Material und 

zum anderen von der daraus resultierenden Struktur (Größe, Auflösung, Architektur) ab. 

Intini et al. entwickelte 3D-Gerüste auf Chitosanbasis, die eine verbesserte diabetische 

Wundheilung in Mäusen im Vergleich zu unbehandelten Mäusen zeigten.411 Nach wie vor 

bleibt allerdings die Versorgung des Wundbetts mit Nährstoffen und Sauerstoff eine große 

Herausforderung in der Behandlung von Wunden. Deshalb konzentrieren sich viele 

Forschungsarbeiten darauf, eine Lösung für dieses Problem zu finden, indem sie 

beispielsweise sauerstofffreisetzende Materialien in ihrem gedruckten Gerüst einbinden. 

Touri et al. entwickelte ein 3D-gedrucktes Calciumphophatgerüst mit Calciumperoxid als 

Sauerstofffreisetzer in einer PCL Matrix.347 Es konnte demonstriert werden, dass die 3D-

gedruckten sauerstofffreisetzenden Gerüste Hypoxie linderten, die Sauerstoffverfügbarkeit 

aufrechterhalten konnten und sogar die Zellproliferation der ausgesäten Zellen gewährleisten 

konnten, während die Hypoxie-induzierte Apoptose reduziert wurde.347 

Große Nachteile der oben beschriebenen additiven Fertigungsverfahren bestehen in Bezug 

auf die inhomogene Aussaat von Zellen, unzureichende Vaskularisierung und das heterogene 

Gewebewachstum, denn die Zellen werden erst nach dem Herstellungsprozess der Gerüste 

auf diese ausgesiedelt.412 

Zellbeladene 3D-Gerüste, also die gleichzeitige Verarbeitung von Biomaterialien und Zellen, 

scheint eine vielversprechende Alternative darzustellen (Abb. 5 b).413-418 Dieses Verfahren 

wird als Biofabrikation bzw. Bioprinting bezeichnet bei dem mittels Computer-Aided-Design 

(CAD) 3D-Gerüste mit hoher Auflösung und Reproduzierbarkeit gefertigt werden können.413 

Im Allgemeinen umfasst Bioprinting die folgenden drei Schritte: 1) das Sammeln genauer 

Informationen über das Gewebe und die Wunde und die richtige Materialauswahl; 2) das 

Übertragen der Informationen in das Computerprogramm um den 3D-Drucker zu steuern; 3) 

der eigentliche 3D-Druck, um stabile Strukturen zu erstellen. Mittlerweile gibt es vier Formen 

von Biodruck Technologien: Tintenstrahldruck, lasergestütztes 3D-Bioprinting, Dispensdruck 

und dynamische optische Projektions-Stereolithographie (DOPsL).410, 413, 419-421 Details über die 
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einzelnen Technologien sind in Jungst et al. und He et al. gut beschrieben.410, 422 Die Viabilität 

der Zellen kann durch mehrere Faktoren, einschließlich der verwendeten Bioprinting-Technik, 

die Druckgeschwindigkeit und Druckzeit bestimmt werden.419-421, 423 

Wie bereits für die porösen zellfreien 3D-Gerüste und Hydrogele beschrieben, können 

ebenfalls eine Reihe von natürlichen (z.B. Kollagen, Hyluronsäure, Cellulose, Alginat, Seide und 

Fibrinogen) und synthetischen (z.B. PCL, PLGA) Polymeren für das Bioprinting-Verfahren 

eingesetzt werden.419-423 Beim Bioprinting kann die Biotinte bestehend aus Biomaterial, 

suspendierten Zellen und biologisch aktiven Molekülen direkt in gewebeartige Strukturen 

überführt werden.406, 413, 424 Dadurch kann das Gerüst zum einen der natürlichen EZM (aus 

struktureller und biochemischer Sicht) nachempfunden werden und zum anderen an die 

Wunde des Patienten angepasst werden.412, 413 In Abb. 6 sind die wichtigsten Vor- und 

Nachteile des 3D-Bioprintings zusammengefasst.414, 422, 425 

 

Abb. 6: Die wichtigsten Vor- und Nachteile der 3D-Bioprinting Technologie. Foto: Copyright 2022 von Advanced 

Solutions Life Sciences, LLC. Alle Rechte vorbehalten. 
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Die Technologie ermöglicht eine schnelle Herstellung von komplexen Konstrukten Die 

notwenige Reifungszeit in Kultur kann dabei minimalisiert werden. Im Vergleich zu anderen 

Herstellungsverfahren für Wundauflagen ist das 3D-Bioprinting personalilisierter und präziser, 

ist flexibel im Herstellungsprozess und bietet einen schnellen und reproduzierbaren Aufbau 

(Verkürzung der Patientenwartezeit) mit der Möglichkeit einer in situ Verabreichung. 

Das Bioprinting Verfahren wurde bereits erfolgreich bei der Herstellung von zellbeladenen 

Gerüsten mit einem erhöhten Grad an Heterogenität eingesetzt, die im Anschluss den Zellen 

als Leitstruktur dienen und zu einer kontrollierte Wirkstofffreisetzung führten.426 Ein weiterer 

Vorteil dieses Schichtweisen Aufbaus des Gerüstes ist, dass die eine Schicht aus Biomaterial 1 

und Zelltyp A und die darauffolgende Schicht aus Biomaterial 2 und Zelltyp B bestehen kann. 

So können verschiedene Zelltypen verwendet werden, die zum einen wichtig für den 

Wundheilungsprozess sind und zum anderen sich gegenseitig unterstützen in dem 

beispielsweise Wachstumsfaktoren ausgeschüttet werden (Abb. 5 b). Mit Hilfe dieser 

Technologie kann die 3D-Struktur der Haut, die aus mehreren 2D-Schichten wie subkutanes 

Gewebe, Dermis und Epidermis besteht, die wiederum verschiedene Zelltypen beheimaten, 

bestmöglich nachempfunden werden (Aufbau der Haut siehe Abb. 1). In vitro Studien zeigten, 

dass Maus NIH3T3 Swiss Albino Fibroblasten und menschliche immortalisierte HaCaT 

Keratinozyten verwendet wurden, um 3D-Hautkonstrukte zu drucken.420, 427 Da das 

Keratinozytenwachstum durch Wachstumsfaktoren unterstützt wird, die von NIH3T3 

Fibroblasten ausgeschüttet werden, werden sie überlicherweise co-kultiviert.428-430 Kollagen 

Typ I aus einem Rattenschwanz wurde als Hydrogel, in dem die Zellen während des 

Druckprozesses eingebettet waren und das im Anschluss als EZM diente, verwendet.420, 431, 432 

So konnten 20 Schichten mit Fibroblasten und 20 Schichten mit Keratinozyten durch einen 

laserunterstützten Bioprinter auf einem Matriderm® (dezellularisierte dermale Matrix) 

gedruckt werden, um eine einfache 3D-Hautäquivalente bestehend aus einer dermalen und 

epidermalen Struktur zu generieren.420 Es konnte eine erfolgreiche Kultivierung der Zelllinien 

über 10 Tage mit dem Fluoreszenzmikroskop bestätigt werden. In einer weiteren Studie 

konnte gezeigt werden, dass mit Hilfe eines Extrusiondruckers zwar ebenfalls 3D-Gerüste, die 

Dermis- und Epidermisstrukturen erzeugten, hergestellt werden konnten, allerdings zeigten 

sie keine Gewebebildung oder Etablierung interzellulärer Verbindungen.431, 433 Neben in vitro 

Studien gibt es auch in situ Arbeiten, die zeigen, dass Bioprinting für die Behandlung von 
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Wunden eingesetzt werden kann. Binder et al. konnte die Machbarkeit von in situ Bioprinting 

auf dem Rückendefekt von athymischen Mäusen mit Hilfe des Tintenstrahldruckverfahrens 

demonstrieren.434 Dabei wurden Fibroblasten und Kreationzyten jeweils in einem 

Fibrinogen/Kollagen-Hydrogel-Vorläufer gebettet, bevor die Biotinte direkt auf den 

Hautdefekt (3,0 x 2,5 cm) gedruckt wurde. Die Studie zeigt, dass die gedruckten Konstrukte 

mit den beiden unterschiedlichen Hautzelltypen die Mäusehaut nachahmen konnten. In einer 

weiteren in situ Studie wurden aus dem Fruchtwasser gewonnen Stammzellen (AFSCs) und 

MSCs direkt in eine Vollhautwunde (2,0 x 2,0 cm) von nu/nu Mäusen mittels Bioprinting 

gedruckt.435 Zuvor wurden die Zelllinien in einem Fibrin/Kollagen-Hydrogel suspendiert und 

im Wechsel mit einer Thrombinschicht, die als Quervernetzter dient, gedruckt. Obwohl die 

AFSCs nur über einen bestimmten Zeitraum in der Wunde existierten, war der 

Wundverschluss und die Reepithelisierung vermutlich durch die Sektretion von 

Wachstumsfaktoren durch die MSCs verbessert.  

 

1.3.3.2 Biotinten für die Wundheilung 

Zellen in Kombination mit druckbaren Biomaterialien werden in der Biofabrikation als 

Biotinten bezeichnet. Oft stellen Biotinten den limitierenden Faktor im Bioprinting-Prozess 

dar, weil die Anforderungen an die gewählten Materialien sehr hoch sind. Neben der 

Druckbarkeit und Biokompatibilität muss das gedruckte 3D-Gerüst eine hohe mechanische 

Stabilität aufweisen.436 Zum einen muss das Gerüst selbst formstabil sein und zum anderen 

hat die Stabilität einen entscheidenden Einfluss auf die Zellviabilität, -migration 

und -proliferation. Es muss eine uneingeschränkte Diffusion von Nährstoffen und Sauerstoff 

gewährleistet sein, während durch die physikochemischen Eigenschaften des Biomaterials die 

Abbaubarkeit gesteuert werden kann. Die Zellverteilung kann sowohl durch die rheologischen 

Eigenschaften des gedruckten Materials als auch die Drucktechnologie gesteuert werden.410, 

436, 437 Wenn die Biomaterialien nicht selbstassemblieren, müssen entweder physikalische 

oder chemische Quervernetzer eingesetzt werden, um formstabile 3D-Gerüste zu erhalten. 

Die physikalische Quervernetzung ist zwar oft zellfreundlicher, allerdings werden oft nur 

schwache Netzwerke ausgebildet und der anschließende Abbau des Gerüstes erfolgt 

unkontrolliert.410, 437 Deshalb werden oft chemische Quervernetzer (z.B. Glutaraldehyd) 

eingesetzt, die allerdings häufig eine toxische Wirkung auf die immobilisierten Zellen haben. 
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Die aufgrund der Fertigungsverfahren wichtigen physikochemischen Eigenschaften stehen oft 

im Konflikt mit den physiologischen. Das gedruckte Material muss nicht nur die Zellmigration, 

-proliferation und –differenzierung zulassen, sondern sogar fördern.438 Deshalb kommen oft 

Komponenten der extrazellulären Matrix oder Biopolymere, die ähnliche makromolekulare 

Eigenschaften zu der natürlichen EZM aufweisen, als Biotinten zum Einsatz. 

Wenn das Biomaterial nicht direkt gedruckt werden kann, können auch Stützgerüste aus 

beispielsweise Pluronic oder anderen synthetischen Polymeren mittels 3D-Drucker hergestellt 

werden, die im Anschluss als Gussform verwendet werden. Als alternatives Verfahren können 

zwei oder mehr Materialien gemischt werden, so dass Material A die mechanische Stabilität 

bietet, während Material B für die Biokompatibilität sorgt. Dies ist eine vielversprechende 

Alternative um aus beispielsweise schwerer druckbaren natürlichen Biomaterialien präzise 

3D-Strukturen herzustellen. 

In den letzten Jahren war die Kombination von Bioprinting und Stammzelforschung ein 

intensiv untersuchtes Feld. Stammzellen, wie MSCs, embryonale Stammzellen (ESCs) und ASCs 

können direkt mit Biomaterialien kombiniert und gedruckt werden und so für die 

Hautregeneration eingesetzt werden.439-442 Aufgrund der Fähigkeiten der Stammzellen sich zu 

differenzieren und sich selbstzuerneuern, können mit Hilfe von epidermalen Stammzellen 

untergeordnete Strukturen wie Haarfollikel oder Schweißdrüsen gebildet werden. Außerdem 

können Stammzellen verwendet werden, um Zellen zu etablieren und im Hautgewebe das 

Gefäßnetzwerk zu regenerieren. Deshalb haben Stammzellen die potenzielle Fähigkeit das 3D-

gedruckte Gerüst strukturell und funktional als Hautersatz zu integrieren. Es konnte 

demonstriert werden, dass die Überlebensrate von Stammzellen vor und nach dem 

Bioprinting bei 97% bzw. 94% lag, was die Effektivität dieser Technik als mögliche Anwendung 

zur Wundheilung zeigt.443-445 
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1.4 Zielsetzung 

Die Behandlung von Wunden, insbesondere chronischen Wunden, ist eine der wichtigsten 

therapeutischen und wirtschaftlichen Herausforderungen für die Gesundheitsversorgung. Das 

Verständnis und das Überwinden von spezifischen Faktoren bzw. Variablen, die dazu 

beitragen den Heilungsprozess zu verzögern oder zu stören, sind entscheidende 

Komponenten für einen umfassenden Ansatz der Wundversorgung. Dabei muss nach einem 

umfangreichen Diagnoseverfahren eine patientenspezifische Wundbehandlungsstrategie mit 

neuartigen therapeutischen Ansätzen, wie zum Beispiel 3D-Wundauflagen, entwickelt 

werden. Derzeit gibt es auf dem Markt noch keine ideale Wundauflage, die universell an alle 

Wundtypen angepasst werden kann und die Heilung dabei beschleunigt. Bei dem 

Wundmanagement sollte eine Optimierung der Wundauflagen durch das Design der Auflage 

und die Materialauswahl erreicht werden. In dieser Arbeit sollte ein 3D-Gerüst designed 

werden, das an die Bedürfnisse des Patienten angepasst werden kann, die Angiogenese 

fördert und somit der Wundheilungsprozess beschleunigt werden kann. Deshalb sollte ein 3D-

Druckverfahren etabliert werden, das die Herstellung von biokompatiblen 3D-Gerüsten 

erlaubt. Das Biomaterial ist oft der limitierende Faktor beim 3D-Drucken, da es zum einen 

physikochemische und zum anderen physiologische Eigenschaften aufweisen muss. Kollagen 

Typ I, der Hauptbestandteil der EZM, fördert die natürliche Wundheilung in allen 

Wundheilungsphasen. Es unterstützt die Bildung der komplexen Struktur der EZM und fördert 

die Angiogenese und Reepithelisierung. Allerdings weist Kollagen nicht die benötigten 

mechanischen Eigenschaften (z.B. scherverdünnende Eigenschaften) auf, so dass es nur 

schwer alleine gedruckt werden kann. Pluronic hingegen wird bereits seit vielen Jahren 

aufgrund seiner Formstabilität im 3D-Druckverfahren eingesetzt. Deshalb sollte in dieser 

Arbeit zunächst eine gedruckte Stützstruktur aus Pluronic mit Hilfe eines 

Computergesteuerten Porgrammes entwickelt werden, um anschließend 3D-Kollagengerüste 

mittels Gussverfahren herzustellen. Zellen können aufgrund der hohen Biokompatibilität von 

Kollagen direkt mit diesem kombiniert werden und da Stammzellen die Fähigkeit haben sich 

zu differenzieren und die Angiogenese zu fördern, sollten diese mit Kollagen kombiniert 

werden. Zudem zeigten sie bereits hohe Überlebensraten nach der Immobilisierung in 3D-

gedruckten Biomaterialien. Zunächst sollte mittels 2D-Proliferationstest die Co-Kultivierung 

von HUVECs und ASCs analysiert werden. Anschließend sollten mit dem oben beschriebenen 



 

 Einleitung 

 
 

56 

Fertigungsverfahren Kollagengerüste in Kombination mit der Co-Kultur hergestellt werden, da 

ASCs durch die Sekretion von Wachstumsfaktoren die Zellproliferation von HUVECs 

beeinflussen können. Mittels Fluoreszenzmikroskopie sollte die Biokompatibilität der 

zellbeladenen 3D-Gerüste als Trägermatrix untersucht werden. Die Charakterisierung der 

Kollagengerüste, insbesondere die Struktur der Kollagenfasern und deren Biomechanik, 

sollten mittels Rasterlektronenmikroskopie und Rasterkraftelektronenmikroskopie analsiert 

werden. Das möglicherweise erhöhte angiogene Potenzial durch die Co-Kultivierung von 

HUVECs und ASCs im 3D-Kollagengerüst sollte schließlich in vitro mit Hilfe eines Angiogenese 

Arrays und Tube Formation Assays demonstriert werden. In einem weiteren Projekt sollte 

AAM mittels Dispensdruckverfahrens in eine 3D-Struktur überführt werden. Da AAM aufgrund 

der unzureichenden mechanischen Eigenschaften nicht alleine druckbar ist, sollte zunächst 

eine Biotinte (ohne Zellen) entwickelt werden. Das 3D-Gerüst könnte im Anschluss ebenfalls 

als Leitstruktur für Zellen in der Behandlung von Wunden dienen. 
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2. Material und Methoden 

2.1 Materialien 

2.1.1 Chemikalien 

Tab. 3: Chemikalien 

Chemikalie Hersteller 

Leneva® Allograft Adipose Matrix 

(AAM) 

MTF Biologics (Edison, USA) 

AIM V™ serumfreies Medium Thermo Fisher Scientific (Waltham MA, USA) 

Antibiotische/antimykotische Lösung 

(ab/am) 

Capricorn Scientific GmbH (Ebsdorfergrund, 

Deutschland) 

Basales Endothelial Cell Growth 

Medium 2 

PromoCell GmbH (Heidelberg, Deutschland) 

Dimethylsulfoxid (DMSO) Thermo Fisher Scientific (Waltham MA, USA) 

Dulbecco’s Minimal Essential Medium 

(DMEM) 

Biochrom AG (Berlin, Deutschland) ist jetzt PAN-

Biotech (Aidenbach, Deutschland) 

Endothelial Cell Growth Medium 2 

(ECGM 2) 

PromoCell GmbH (Heidelberg, Deutschland) 

Fetales Kälberserum (FKS) Biochrom AG (Berlin, Deutschland) 

Flüssigstickstoff Linde Gas Deutschland (Pullach, Deutschland) 

Gold target Micro to Nano, ET Haarlem, Niederlande 

Kollagen Typ I (L 7213) Merck Millipore (Burlington MA, USA) 

Matrigel BD Biosciences (Franklin Lakes NJ, USA) 

Phosphat-gepufferte Salzlösung (PBS) Biochrom GmbH (Berlin, Deutschland) 

Pluronic F127 Sigma Aldrich (St. Louis MO, USA) 

Polymilchsäure (PLA) Ultimaker (Utrecht, Niederlande) 

Resazurin Alamar Blue Promega Corporation (Madison WI, USA) 

Tissue-Tek® O.C.T. ™ Compound Sakura Finetek Germany GmbH (Staufen, 

Deutschland) 
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Chemikalie Hersteller 

Trypanblau Sigma-Aldrich (St. Louis, Missouri, Vereinigte 

Staaten) 

Trypsin Biochrom AG (Berlin, Deutschland) ist jetzt PAN-

Biotech (Aidenbach, Deutschland) 

 

Anorganische Salze, Säuren und Basen sowie organische Lösungsmittel wurden von der Firma 

Merck KGaA (Darmstadt, Deutschland) oder Carl Roth (Karlsruhe, Deutschland) bezogen und 

hatten, falls nicht anders vermerkt, den Reinheitsgrad p.a.. Für die Herstellung von Puffern 

wurde, soweit nicht anders angegeben, zweifach destilliertes oder ultrareines Wasser aus 

einer Milli-Q-Anlage von Merck Millipore (Burlington MA, USA) verwendet. 

 

2.1.2 Geräte und Zubehör 

Tab. 4: Geräte und Zubehör 

Gerät Modell Hersteller 

Analysenwaage ABJ Kern (Balingen-Frommern, 

Deutschland) 

3D Drucker Ultimaker 3 Ultimaker (Utrecht, 

Niederlande) 

3D Bioplotter 3DDiscovery regenHU (Villaz-Saint-Pierre, 

Schweiz) 

Brutschrank Heracell 150 Thermo Fischer (Waltham, 

Massachusetts, Vereinigte 

Staaten) 

Casy TT Counter TT Omni Life Science GmbH & Co. 

KG (Bremen, Deutschland) 

Fluoreszenzmikroskop Zeiss Axio Observer Z1 Zeiss AG (Oberkochen, 

Deutschland) 

Inverses optisches 

Mikroskop 

Axiovert 200 Carl Zeiss Microscopy GmbH 

(Jena, Deutschland) 
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Gerät Modell Hersteller 

Kryostat Leica CM 1950 Leica Mikrosysteme Vertrieb 

GmbH (Wetzlar, Deutschland) 

Lichtmikroskop Zeiss Axiovert 25 Zeiss AG (Oberkochen, 

Deutschland) 

Magnetrührer mit 

Heizplatte 

RH-basic2 IKA (Staufen, Deutschland) 

pH-Meter Inolab pH 720 WTW (Weilheim, Deutschland) 

Pipetten Research 0,1-2,5 µl, 2-20 

µl, 10-100 µl, 20-200 µl, 

100-1000 µl, 1-5 ml 

Eppendorf SE (Hamburg, 

Deutschland) 

Microplate Reader Mithras LB 940 Berthold Technologies 

(Sprendlingen, Deutschland) 

Rasterelektronenmikroskop JSM 6390 JEOL Ltd. (Akishima Japan) 

Rasterkraftmikroskop NanoWizard I JPK Instruments (Berlin, 

Deutschland) 

Reinstwasseranlage Millipore Q-Pod mit 0,22 

µm Filter, Millipak® 

Merck KGaA (Darmstadt, 

Deutschland) 

Siliziumnitrid-Cantilever MLCT Bruker GmbH(Mannheim, 

Deutschland) 

Sputter-Gerät BAL-TEC SCD 005 BalTec AG (Pfefficon, Schweiz) 

Sterilwerkbank Klasse II BDK-SK BDK (Sonnenbühl-Genkingen, 

Deutschland) 

Tischzentrifuge Eppendorf 54152 oder 

Rotanda 6460R 

Eppendorf AG (Hamburg, 

Deutschland) oder Hettich 

(Tuttlingen, Germany) 

Vakuum-

Planetenzentrifugalmischer 

ARV-310P THINKY U.S.A., Inc. (Laguna 

Hills, USA) 

Vortexer Genius 3 IKA (Staufen, Deutschland) 

Wasserbad EH4 basic IKA (Staufen, Deutschland) 
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2.1.3 Sonstige Materialien 

Tab. 5: Sonstige Materialien 

Material Hersteller 

6-, 12-, 24-, 96-Well-

Mikrotiterplatten 

Thermo Fisher Scientific (Waltham MA, USA) 

Angiogenese-Objektträger ibidi GmbH (Gräfelfing, Deutschland) 

Eppendorf Reaktionsgefäße Eppendorf SE (Hamburg, Deutschland) 

Petri-Schalen Greiner Bio One (Frickenhausen, Germany) 

Spritzen Nordson EFD Nordson Corporation (Westlake, USA) 

Transwell für 24-Well-Platte 

(0,4 µm) 

Corning Inc. (Corning, USA) 

Zellkulturflaschen Greiner Bio One (Frickenhausen, Germany) 

 

Alle sonstigen Verbrauchsmaterialien wurden über die Firma Carl Roth (Karlsruhe, 

Deutschland) bezogen. 

 

 

 

2.1.4 Medien, Puffer, Lösungen und Kits 

Tab. 6: Medien, Puffer, Lösungen und Kits 

Material Hersteller 

Human Thrombospondin-1 DuoSet ELISA R&D Systems Inc. (Minneapolis MN, USA) 

Mitotracker Green FM Life Technologies (Carlsbad CA, USA) 

Mitotracker Red CMXRos Life Technologies (Carlsbad CA, USA) 

Proteom-Profiler-Human- Angiogenese-

Array-Kit 

R&D Systems Inc. (Minneapolis MN, USA) 
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2.1.5 Zelllinien 

Tab. 7: Zelllinien 

Name Herkunft ATCC 

Nr. 

Hersteller 

Humane adipose 

Stromazellen (ASCs) 

Isoliert aus 

adulten 

Lipoaspiraten 

PT-5006 Lonza 

Group Ltd., 

Basel, 

Switzerland 

Humane 

Nabelschnur-

Endothelzellen 

(HUVECs) 

Isoliert aus 

Nabelschnurvenen 

C-12203 PromoCell 

GmbH, 

Heidelberg, 

Deutschland 

 

2.1.6 Software 

Tab. 8: Software 

Software Hersteller 

Axiovision Zeiss AG (Oberkochen, Deutschland) 

ChemiDoc Imaging System Bio-Rad Laboratories Inc. (Hercules CA, USA) 

JPK-Datenanalyse Software JPK BioAFM - Bruker Nano GmbH (Berlin, 

Deutschland) 

Endnote V 7.3.1 Thomson Reuters Corp. (New York City NY, USA) 

IGOR Pro 8.03 WaveMetrics, Inc. (Portland OR, USA) 

Image Lab 6.0 Bio-Rad Laboratories Inc. (Hercules CA, USA) 

MATLAB Version R2018a MathWorks, Inc. (Natick MA, USA) 

Microsoft Office 2016 Microsoft Corp. (Redmond WA, USA) 

Smile Shot™ JEOL Ltd. (Akishima Japan) 

Servier Medical Art Les Laboratoires Servier S.A.S (Suresnes, Frankreich) 

SolidWorks (CAD) Dassault Systèmes Solidworks SE (Vélizy-

Villacoublay, Frankreich) 

Wimasis Onimagin Technologies SCA (Córdoba, Spanien) 
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2.2 Methoden 

2.2.1 Allgemeine Zellkultur 

In dieser Arbeit wurden ASCs verwendet, da sie Wachstumsfaktoren abgeben und so das 

Wachstum, die Migration und Proliferation von HUVECs positiv beeinflussen können. HUVECs 

haben einen entscheidenden Einfluss auf die Angiogenese und die damit verbundene Nähr- 

und Sauerstoffzufuhr in das betroffene Gewebe und sind somit essentiell für die 

Geweberegeneration. Die ASCs wurden aus normalen (nicht diabetischen) adulten 

Lipoaspiraten isoliert, die während eines Fettabsaugungsverfahrens gewonnen wurden. Sie 

haben das Potenzial sich in chondrogene, osteogene, adipogene sowie neurale Zellen zu 

differenzieren. Bei der Primärpassage wurden die ASCs kryokonserviert. Die HUVECs wurden 

aus der Nabelschnurvene isoliert und werden für physiologische und pharmakologische 

Analysen wie Angiogenese, Blutgerinnung und Fibrinolyse verwendet. Die Zellen werden 

entweder von Einzelspendern oder von gepoolten Spendern (aus bis zu vier verschiedenen 

Nabelschnüren) geliefert. 

Die ASCs wurden in StemMACS™ MSC Expansion Medium (StemMACS) und die HUVECs in 

Endothelial Cell Growth Medium 2 (ECGM2) kultiviert. Beide Zellkulturmedien wurden zuvor 

mit 1 % (v/v) antibiotischer/antimykotischer (ab/am) Lösung versetzt, um eine Kontamination 

durch Mikroorganismen zu vermeiden. Die Zellen wurden in einer kontrollierten Atmosphäre 

von 95 % Luftfeuchtigkeit, 5 % CO2 bei 37 °C inkubiert. Für die Zellkultivierung wurden die 

eingefrorenen Zelllinien (dies gilt für alle genutzten Zelllinien), die in flüssigem Stickstoff in 

Kryoröhrchen gelagert wurden, zunächst im Wasserbad bei 37 °C zügig erwärmt. 

Schnellstmöglich wurden die Zellen in ein Zentrifugenröhrchen mit 9 ml vorgewärmtem 

Zellkulturmedium überführt. Das im Kryomedium vorhandene zytotoxische Dimethylsulfoxid 

(DMSO) muss entfernt werden, damit die Zellen nicht geschädigt werden. Deshalb wurden die 

Zellen im Anschluss mittels fünfminütiger Zentrifugation bei 340 x g und 20 °C pelletiert und 

in frischem Zellkulturmedium resuspendiert. Sowohl ASCs als auch HUVECs wachsen in 

adhärenten Monolayern in Kultur. Daher erfolgte während der Zellkultivierung das 

Passagieren der Zellen bei 80-90 % Konfluenz. Die adhärenten Zellen wurden zunächst mit 

Phosphat-gepufferter Salzlösung (PBS) zweimal gewaschen und anschließend mit 1 ml 0,05 % 

(v/v) Trypsin nach dreiminütiger Inkubation im Zellinkubator abgelöst. Die Zellen wurden 
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entweder in 5 ml StemMACS- oder ECGM2-Medium aufgenommen und 8 min bei 340 x g 

zentrifugiert. Das Pellet wurde in 10 ml des jeweiligen Mediums resuspendiert und 1/3 

verdünnt. Die Zellzahl sowie die Zellviabilität (>90 %) wurde mittels Casy TT Counter vor dem 

jeweiligen Experiment bestimmt, um die gewünschte initiale Zelldichte einzustellen. 

 

2.2.2 2D-Proliferationstests 

Um die Zellviabilität, das Zellverhalten sowie die Zellproliferation der HUVECs über mehrere 

Tage in Co-Kultivierung mit ASCs zu analysieren, wurde ein Zellproliferationstest mittels 

Resazurin Alamar Blue in einer 2D-Zellkulturplatte durchgeführt. Bei dem Test wird die 

Fluoreszenz von Resorufin, das durch die Reduktion von Resazurin durch die Zellen entsteht, 

analysiert ( 

Abb. 7). 

 

Abb. 7: Umsetzung von Resazurin zu Resorufin . Resazurin ist ein blauer Redox-Farbstoff, der bei Reduktion unter 

NADH in den Zellen irreversibel zum pinkfarbenen, fluoreszierenden Resorufin umgesetzt wird. 

 

Dabei wurden jeweils 10000 Zellen/cm2 auf behandelte 24-Well-Platten ausgesät und für 19 

Tage bei einer kontrollierten Atmosphäre von 95 % Luftfeuchtigkeit, 5 % CO2 bei 37 °C 

inkubiert. Bei der Co-Kultivierung wurden ASCs und HUVECs im Verhältnis 1:1 kultiviert und 

als Kontrolle dienten HUVECs alleine. Alle 2 bis 3 Tage wurden die Zellen zweimal mit PBS 

gewaschen, um die nicht-adhärenten und toten Zellen zu entfernen, und mit 10 % (v/v) 

Resazurin Alamar Blue in Endothelial Cell Growth Medium 2 und dem Zusatz von 1 % (v/v) 

ab/am-Lösung für 2 Stunden unter kontrollierter Atmosphäre inkubiert. Die Zellproliferation 
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wurde durch die Messung der relativen Fluoreszenzintensität von Resorufin (λex 530 nm; λem 

590 nm) unter Verwendung eines Microplate Readers quantifiziert. 

 

2.2.3 Herstellung von zellbeladenen 3D-Kollagengerüsten mittels Computer-

aided design (CAD) und 3D-Druckverfahren 

Kollagen, als Bestandteil der extrazellulären Matrix, induziert Zellen wie beispielsweise 

Fibroblasten und Keratinozyten sich in der Wunde anzusiedeln, fördert die Ablagerung von 

neuem Kollagen und stimuliert die Angiogenese des Gewebes, was den kritischen Schritt in 

der Wundheilung und Geweberegeneration darstellt. In dieser Arbeit wurden 3D-gedruckte 

Halterungen in Zusammenarbeit mit dem Center for Applied Tissue Engineering and 

Regenerative Medicine (CANTER), Hochschule München entworfen, um zum ersten Mal auf 

diese Weise Kollagen Typ-I Gerüste herzustellen. Die Grundplatte und die Halterung zur 

Fixierung des dreidimensionalen Kollagengerüstes sowie die Gießform zum Eingießen des 

zellbeladenen Kollagenhydrogels wurden in dem Computer-aided design (CAD) SolidWorks 

entworfen. Die Abmessungen der Grundplatte und der Halterung sowie der anpassbaren 

gegossenen Kollagenplatten sind in Abb. 8 dargestellt. 

 

Abb. 8: Design der 3D-Kollagengerüste . a) Design der Halterung des Kollagengerüsts, das aus PLA gedruckt wurde 

(Maße in mm); b) Schematischer Herstellungsprozess der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste. Das 3D gedruckte 

Pluronic dient als Gießform. Kollagen Typ I wird zuvor mit ASCs und HUVECs gemischt und anschließend in die 
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Pluronicform gegossen. Nach der Inkubation für die Gelbildung von Kollagen kann das Pluronic mittels 

Zellkulturmedium entfernt werden; c) Grundplatte aus PLA zur Fixierung der Position der Halterung während der 

Kultivierung und Bebilderung (Maße in mm). 

 

Durch die Flexibilität des Druckverfahrens lässt sich das Design des Gerüstes aus Kollagen und 

Zellen individuell an die Wunde des Patienten anpassen. Die Grundplatte bzw. Stützstruktur 

wurde unter Verwendung eines 3D-Druckers (0,25 mm Düsendurchmesser, 0,1 mm 

Schichtdicke, 100 % Fülldichte und 9 mm/s Druckgeschwindigkeit) mittels eines 

Polymilchsäure (PLA) Thermoplast-Filaments hergestellt. Zunächst wurde die Grundplatte in 

eine 35 mm Petrischale mit Magneten zur Justierung platziert. Im Anschluss wurden die ersten 

Schichten Pluronic F127 (0,33 mg/ml) auf einer maßgeschneiderten Mehrzweck-Bioprinting 

Plattform direkt in die Petrischale in der Mitte der Grundplatte mittels 3D-Drucker gedruckt. 

Die PLA-Halterung für das Kollagengerüst wurde in die Mitte der Grundplatte auf die 

Pluronicschichten eingesetzt und weitere Pluronicschichten wurden auf die Halterung 

gedruckt. Die gesamte Gießform wurde über Nacht bei 4 °C gelagert. Für die 

3D-Zellkulturexperimente mit Kollagen Typ I wurde dieses nach dem Protokoll des Herstellers 

vorbereitet, bevor 115 µl Kollagen Typ I Lösung mit 20000 Zellen (HUVECs) gemischt wurde. 

Für die Co-Kultivierung wurden jeweils 10000 ASCs und 10000 HUVECs mit der Kollagen Typ I 

Lösung versetzt. Die zellbeladenen Kollagengerüste wurden auf die vorbereitete Pluronicform 

gegossen und anschließend bei 37 °C für 2 Stunden inkubiert. Bei kürzeren Inkubationszeiten 

wiesen die Kollagengerüste Risse auf, da die Fibrillogenese noch nicht abgeschlossen war. Um 

das Pluronic, was ausschließlich als Gießform diente, zu entfernen, wurde die gesamte Form 

mit Endothelial Cell Growth Medium 2 und 1 % (v/v) antibiotische/antimykotischer Lösung 

über Nacht bei 37 °C versetzt. Das aufgelöste Pluronic wurde zusammen mit dem Medium 

entfernt und 8 ml frisches Zellkulturmedium wurde zu den Kollagengerüsten hinzugegeben. 

Das Zellkulturmedium wurde nur nach dem Farbwechsel des Mediums (Indikator für den 

Verbrauch der Nährstoffe) und in Kombination mit der Probenentnahme des 

Zellkulturüberstandes gewechselt, um eine mögliche Schädigung des Kollagengerüstes zu 

vermeiden. Für die weiteren Analysen (Angiogenese Array, Enzyme-linked Immunosorbent 

Assay (ELISA), Tube Formation Assay) wurden die Überstände alle 5-6 Tage über einen 

Zeitraum von 19 Tagen gesammelt und bei -80 °C gelagert. Je nach Größe und Form der 
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Grundplatte und Halterung des Kollagengerüstes können individuelle Kollagengerüste 

hergestellt werden. 

 

2.2.4 Herstellung von 3D-gedruckten Gerüsten aus Allograft Adipose Matrix 

und Pluronic 

AAM wird aus menschlichem Fettgewebe zur Geweberekonstruktion gewonnen.446 Das 

injizierbare AAM setzt sich aus den Bestandteilen der extrazellulären Matrix zusammen und 

wird überwiegend, aber nicht ausschließlich, für die Behandlung von Weichgeweben, vor 

allem chronischen Wunden, und zur Rekonstruktion von Fettpolstern verwendet. Die natürlich 

abgeleiteten endogenen Komponenten wie Matrixproteine, Wachstumsfaktoren und 

Zytokine sind für die Angiogenese und Adipogenese von entscheidender Bedeutung. AAM 

dient als Gerüst für die Infiltration der patienteneigenen Zellen, um Wunden zu schließen und 

den Heilungsprozess zu beschleunigen. 

In dieser Arbeit wurde zusammen mit dem Center for Tissue Engineering der University of 

California, Irvine eine Methode entwickelt, um 3D-Gerüste aus AAM als Füllmaterial für 

Wunden zu drucken ( 

Abb. 20 a). Für die Herstellung der Biotinte wurde zunächst eine Lösung mit 29 % (w/v) AAM 

mit ultrareinem Wasser bei 2000 rpm für 1 min im Vakuum-Planetenzentrifugalmischer 

hergestellt. Parallel wurde eine Lösung mit 25 % (w/v) Pluronic bei 2000 rpm für 10 min im 

Planetenmischer produziert. Beide Lösungen wurden im Anschluss bei 2000 rpm für 5 min in 

einem Verhältnis von 25 % (v/v) AAM und 75 % (v/v) Pluronic vermischt und entschäumt. 

Die 3D-Gerüste wurden mittels Dispensdruckverfahrens unter der Verwendung eines 

Bioplotters gedruckt. Der Druckkopf (CF-300N/H) bewegte sich in x-y-Richtung, während die 

Kollektorplatte in z-Richtung betrieben wurde. Die zuvor hergestellte Biotinte aus AAM und 

Pluronic wurde in eine 3 ml Spritze überführt. Das präzise Drucken erfolgte mittels 

elektromagnetischem Ventil, das im Inneren der Düse positioniert war. Der Durchmesser des 

Druckkopfes betrug 0,5 mm, die Distanz zwischen Druckkopf und Kollektorplatte lag bei 

900 µm, die Ventilöffnungszeit betrug 700-900 ms, der eingestellte Druck lag bei 0,7-0,8 bar 

und der Druckkopf wurde bei 20 mm/min betrieben. Die gedruckten Gerüste wurden im 

Anschluss makroskopisch analysiert (Abb. 20). 
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2.2.5 Fluoreszenzmikroskopie der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Um die lebenden HUVECs und ASCs, die in den 3D-Kollagengerüsten co-kultiviert wurden, zu 

visualisieren, wurden die Zellen 24 Stunden vor dem 3D Drucken der Zellen über Nacht mit 

einem Mitotracker-Kit angefärbt.447 Als Vergleich wurden HUVECs, die zuvor ebenfalls mittels 

Mitotracker angefärbt wurden, über 19 Tage in den gedruckten Kollagengerüsten inkubiert 

und analysiert. Dabei kann das Wachstum, sowie die Proliferation und Interaktion der beiden 

Zelllinien sowie von HUVECs alleine analysiert werden. Mit den fluoreszierenden Farbstoffen 

können die Mitochondrien der Zellen angefärbt und somit die lebenden Zellen sichtbar 

gemacht werden. HUVECs wurden mit Mitotracker Green FM, einem grün fluoreszierenden 

Farbstoff, der unabhängig vom mitochondrialen Membranpotenzial in den Mitochondrien 

lokalisiert ist, angefärbt. Der Farbstoff bindet dabei kovalent über reaktive 

Chlormethylgruppen an Thiolreste von Proteinen der inneren Mitochondrienmembran. Dafür 

wurde das Medium von den zuvor kultivierten HUVECs entfernt und die Zellen mit frischem 

Medium, das 200 nM Mitotracker Green FM (1 mM in DMSO gelöst) enthält, versetzt. Die 

Zellen wurden im Anschluss über Nacht bei 37 °C inkubiert bevor das Medium erneut 

gewechselt wurde. Die lebenden Zellen können 1-3 Wochen, abhängig von der 

Proliferationsrate und der Effizienz der Markierung mittels Fluoreszenzmikroskop (Anregung: 

490 nm, Emission: 516 nm) visualisiert werden. ASCs wurden mit 500 nM Mitotracker Red 

CMXRos, einem rot fluoreszierenden Farbstoff, der die Mitochondrien in lebenden Zellen färbt 

und dessen Akkumulation vom Membranpotenzial abhängig ist, wie zuvor für Mitotracker 

Green FM beschrieben, gefärbt. Da der Farbstoff Membranpotenzial abhängig in 

Mitochondrien aufgenommen wird, werden nur Mitochondrien mit intaktem 

Membranpotenzial angefärbt. Die fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen der 

3D-Kollagengerüste mit den Zellen erfolgten nach 6 und 19 Tagen bei einer Anregung von 

579 nm und einer Emission von 599 nm in Dreifachbestimmung. 

 

2.2.6 Rasterelektronenmikroskopie der zellbeladenen 3D Kollagengerüste 

Um den Einfluss beider Zelltypen (HUVECs und ASCs) auf die Anordnung der Kollagenfasern 

zu analysieren, wurden die Kollagengerüste, die entweder mit HUVECs alleine oder mit ASCs 

und HUVECs beladen waren, über 19 Tage inkubiert. Die Oberflächen der Kollagengerüste 
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sowie die Kollagenfasern an sich wurden nach 6 und 19 Tagen mittels 

Rasterelektronenmikroskops (REM) untersucht. Mit Hilfe eines REMs können Oberflächen, 

sowohl glatte als auch raue, morphologisch und analytisch untersucht werden. Dabei wird die 

Probe mit einem Elektronenstrahl rasterförmig abgescannt und von der Probe 

zurückgestreute bzw. emittierte Elektronen detektiert. 

Die große Tiefenschärfe, das hohe Auflösungsvermögen und die hohen Vergrößerungen 

stellen große Vorteile gegenüber anderen mikroskopischen Methoden dar.448, 449 Die Proben 

müssen vor der Analyse fixiert, entwässert, getrocknet und zur Erhöhung des Kontrastes mit 

einer dünnen Schicht aus Edelmetallen leitfähig gemacht werden.450 

Für die rasterelektronischen Aufnahmen der Kollagengerüste mit den Zellen wurden diese 

zunächst mit PBS gewaschen und anschließend mit 3 % (v/v) Glutaraldehyd bei 4 °C für 2 Tage 

fixiert. Durch Glutaraldehyd werden benachbarte Proteinmoleküle kovalent vernetzt.450 

Im Anschluss wurden die Proben erneut mit PBS gewaschen und mittels Ethanolreihe (50 %, 

70 %, 80 %, 99 % (v/v)) für jeweils 30 min pro Schritt entwässert. Das 99 %ige Ethanol 

verdampfte über Nacht und abschließend wurden die Proben mit Gold (BAL-TEC SCD 005) 

durch Vakuumverdampfung für 40 sec bei 40 mA, 8 nm leitfähig gemacht. Die Aufnahmen 

erfolgten mit einem Rasterelektronenmikroskop JSM 6390 (Smile Shot™ Software) und 

wurden mit einer Hochspannung von 10 kV durchgeführt. 

 

2.2.7 Probenvorbereitung für die Rasterkraftmikroskopie (AFM) 

Um die Struktur und Anordnung der Kollagengerüste sowie den Einfluss der Zellen auf die 

Umstrukturierung der Kollagenfasern zu analysieren, wurden im Rahmen dieser Arbeit 

Rasterkraftmikroskopische Analysen am CANTER durchgeführt.  

Dafür wurden die Kollagengerüste mit den enthaltenen Zellen zunächst zweimal mit PBS 

gewaschen. Anschließend wurden die Proben 4 Stunden bei Raumtemperatur mit 1,85 % 

Paraformaldehyd, das 10 µl/ml Natriumhydroxid (NaOH) und 40 mg/ml Saccharose enthielt, 

fixiert. Danach wurden die Proben erneut dreimal mit PBS gewaschen und im Anschluss bei 

4 °C in 30 % (w/w) Saccharose inkubiert. Nach weiteren 20 Stunden wurden die Proben in 

Tissue-Tek® O.C.T.™ Compound unter Verwendung von flüssigem Stickstoff eingefroren. 

Tissue-Tek® O.C.T.™ Compound besteht aus wasserlöslichen Glykolen und Harzen. Es dient als 

Einbettmedium beim Gefrierschneiden, zudem können Zellproben bei -80 °C Langzeit gelagert 
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werden. Für das Schneiden wurden die eingebetteten Kollagengerüste auf einem 

Probenhalter so platziert, dass die Gerüste parallel zur x-y-Ebene geschnitten werden 

konnten. Wie zuvor beschrieben wurde vor jedem Schnitt ein Klebeband auf die Proben 

geklebt und mit einem Kryostat 50 µm dicke Schnitte hergestellt.451 Die Schnitte auf den 

Klebebändern wurden mit dem Blattschnitt nach oben auf gefrorene Objektträger gelegt, auf 

die zuvor doppelseitiges Klebeband aufgebracht worden waren. Die Schnitte wurden über 

Nacht bei -20 °C bis zur Untersuchung mit dem Rasterkraftmikroskop gelagert. 

 

2.2.8 AFM Messungen der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Die Rasterkraftmikroskopie basiert auf einer rasterförmigen Abtastung einer Probe mit einem 

sogenannten Cantilever, dessen topographiebedingte Auslenkung in ein mikroskopisches Bild 

umgesetzt wird. Unter Verwendung geeigneter Cantilever können damit nahezu atomare 

Auflösungen erreicht werden. 

Die Schnitte der Kollagengerüste mit den eingebetteten Zellen wurden direkt vor den AFM-

Messungen aufgetaut. Die Messungen erfolgten mit einem NanoWizard I. Unter Verwendung 

eines inversen optischen Mikroskops wurde der Siliziumnitrid-Cantilever mit einer 

Nennfederkonstante von 0,03 N/m und einer vierseitigen Pyramidenspitze mit einem 

Nennradius von 20 nm im interessierenden Bereich positioniert. Zunächst wurden Bilder 

unterschiedlicher Abmessungen mit der Kontaktmodus Bildgebung in Luft sowohl in der Nähe 

der anfänglichen Montageposition als auch in der Mitte der Kollagengerüste aufgenommen. 

Anschließend wurden den Schnitten ein Tröpfchen PBS zugesetzt und das Kollagengerüst etwa 

10 min rehydratisiert. Indentation-Type AFM (IT-AFM) Messungen wurden im Anschluss in den 

Bereichen, in denen die Bilder zuvor aufgenommen wurden, jeweils innerhalb eines 30 µm x 

30 µm Rasters mit mindestens 32 x 32 Kraft-Abstands-Kurven durchgeführt. Für jedes 

Kollagengerüst, die die jeweiligen Zelltypen enthalten haben, wurden zwei verschiedene 

Schnitte (zwischen 50 µm und 200 µm Abstand) analysiert. Für die IT-AFM Messungen wurden 

die gleichen Cantilever wie für die AFM-Bildgebung verwendet. Als Kontrolle wurde die 

Empfindlichkeit des optischen Hebels sowie die tatsächliche Federkonstante jedes Cantilevers 

nach jedem IT-AFM Experiment in dreifacher Ausfertigung mit der Methode des thermischen 

Rauschens in PBS und auf einer sauberen Glasoberfläche bestimmt.452 
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2.2.9 Rasterkraftmikroskopische Datenanalyse 

Für die Datenanalyse der AFM-Bilder wurde die JPK-Datenanalyse Software verwendet. Die 

Steifigkeit (Young-Modul) der Kollagengerüste wurde an jeder gemessenen Eindruckposition 

mit einer im Labor erstellten MATLAB-Anwendung unter Verwendung der individuell 

aufgezeichneten optischen Hebelempfindlichkeit und der Federkonstante des Cantilevers 

bestimmt. Mittels MATLAB wurde automatisch Offset und Neigung der Basislinie korrigiert 

und der Kontaktpunkt jeder IT-AFM Kraftkurve bestimmt.453 Anschließend wurde ein 

modifiziertes Hertz-Modell für einen vierseitigen pyramidenförmigen Cantilever mit einer 

Poissonzahl von 0,5 und einer Spitze mit einem halbseitigen Öffnungswinkel zum Rand von 

17,5° an die Eindrückung der Kurven angepasst.454, 455 Die gesamte Kraft-Abstand-Kurve 

einschließlich des Kontaktpunktes, allerdings ohne die ersten 500 nm, wurde angepasst, um 

den Young-Modul an jeder Position auf den Kollagengerüsten zu definieren. Die Kraftkurven 

und Anpassungen wurden manuell überprüft und gegebenenfalls verworfen, wenn die 

Qualität der Kurven keine zuverlässige Anpassung zuließ. Die Young-Modul Daten wurden 

aufgetragen und die Gaußsche Verteilungen wurden unter Verwendung von IGOR Pro 8.03 

daran angepasst. 

 

2.2.10 Angiogenese Array der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Zur Analyse des Angiogenese-Potenzials der Zelllinien (Co-Kultivierung von HUVECs und ASCs 

sowie HUVECs alleine) in den Kollagengerüsten wurde ein Angiogenese Array durchgeführt. 

Für ein Screening von multiplen Angiogenese-bezogenen Faktoren wurden die Überstände der 

Kollagengerüste nach 6 und 19 Tagen Inkubation gesammelt und unter Verwendung des 

Proteom-Profiler-Human- Angiogenese-Array-Kits analysiert. Das Kit ist ein membranbasierter 

Immunoassay zur gleichzeitigen Bestimmung relativer Konzentrationen ausgewählter 

Angiogenese-assoziierter Proteine. Zunächst wurden die Proben mit einem Cocktail aus 

biotinylierten Detektionsantikörpern gemischt und anschließend mit der Array-Membran 

zusammen inkubiert. Die Membran ist mit doppeltbindenden Antikörpern gegen spezifische 

Zielproteine versehen. Abschließend wurden die gebundenen Proteine mit Hilfe von 

Chemilumineszenz-Nachweisreagenzien sichtbar gemacht. Das detektierte Signal ist 

proportional zur Menge des gebundenen Analyten. Zu den zu detektierenden Proteinen 
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gehören lösliche Wachstums- und Differenzierungsfaktoren, Komponenten der 

extrazellulären Matrix, Proteasen, membrangebundene Rezeptoren und intrazelluläre 

Signalmoleküle. Mit Hilfe des Kits können bis zu 55 verschiedene Proteine parallel analysiert 

werden. In den Überständen der inkubierten Kollagengerüste mit den Zelllinien wurden 

gemäß Herstelleranleitung die Proteine Serpin E1, Serpin F1, TIMP-1, TSP-1 und uPa analysiert 

(siehe Produkt-Datenblatt Proteome Profiler Array). Die Aufnahmen der Plots wurden mit 

dem ChemiDoc Imaging System durchgeführt, während die Quantifizierung der Proteine mit 

dem Image Lab 6.0 erfolgte. Als Kontrolle diente Endothelial Cell Growth Medium 2. Die 

Signifikanz wurde mittels 1-Weg-Varianzanalyse (ANOVA) bestimmt. 

 

2.2.11 Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) von TSP-1 

Um die Konzentration des TSP-1 im Überstand über die Zeit zu quantifizieren, wurden die 

zuvor gewonnenen Proben aus den Überständen verwendet. Dafür wurde ein Human 

Thrombospondin-1 DuoSet ELISA gemäß Herstelleranweisung durchgeführt und die Proben 

mittels Microplate Readers analysiert. Das Human Thrombospondin-1 Kit ist ein 

enzymgebundener in vitro Immunosorbent Assay zur quantitativen Bestimmung von TSP-1 in 

Serum-, Plasma- und Zellkulturüberständen. In dem Assay wird ein für TSP-1 spezifischer 

Antikörper in 96-Well Platten verwendet. Der immobilisierte Antikörper bindet das in den 

Proben vorhandene TSP-1 und anschließend wird ein biotinylierter TSP-1 Antikörper 

hinzugegeben. Nach dem Waschen ungebundener biotinylierter Antikörper wird ein HRP-

konjugiertes Streptavidin hinzugefügt. Nach einem erneuten Waschen erfolgt die Zugabe 

einer TMB-Substratlösung. Die Intensität des Farbstoffes korreliert proportional zum 

gebundenen TSP-1. Durch die Zugabe der Stopplösung verändert sich die Farbe von blau nach 

gelb und die Intensität wird mittels optischer Dichte bei 450 nm gemessen. Die Messung 

erfolgte in Dreifachbestimmung. 

 

2.2.12 HUVECs Tube Formation Assay 

Neben dem Angiogenese Array wurde ein Tube Formation Assay zur Bewertung des 

angiogenen Potenzials der 3D-Kollagengerüste mit den Zelllinien (HUVECs in Co-Kultivierung 

mit ASCs und HUVECs alleine) durchgeführt. Hierfür wurden die gewonnenen Zellüberstände 
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wie nachfolgend beschrieben analysiert. Ein Matrigel mit reduzierten Wachstumsfaktoren 

wurde über Nacht auf Eis aufgetaut und sowohl Pipettenspitzen als auch Angiogenese-

Objektträger wurden auf 4 °C vorgekühlt. 10 µl Matrigel wurde in jede Vertiefung des 

Angiogenese-Objektträgers pipettiert und für 1 Stunde bei 37 °C inkubiert. HUVECs wurden 

wie zuvor beschrieben kultiviert und ausgezählt. Die Zellen wurden in basalem Endothelial Cell 

Growth Medium 2 ohne Wachstumsfaktoren resuspendiert und 10.000 Zellen/Vertiefung 

wurden auf das Matrigel gegeben. Im Anschluss wurden 40 µl des Zellüberstandes, der zuvor 

aus den Kollagengerüsten mit den Zellen gewonnen wurde, in jede Vertiefung pipettiert. 

Endothelial Cell Growth Medium 2 diente als Positivkontrolle, während AIM V™ serumfreies 

Medium als Negativkontrolle diente. Die Proben wurden unter kontrollierter Atmosphäre bei 

95 % Luftfeuchtigkeit, 5 % CO2 und 37 °C für 4 Stunden inkubiert. Im Anschluss wurden von 

den Proben zunächst in Dreifachbestimmung mit einem Zeiss Axiovert 25 lichtmikroskopische 

Aufnahmen gemacht und das angiogene Potenzial mit der Software Wimasis bestimmt. 
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3. Ergebnisse 

3.1 2D Proliferationstest mit Resazurin Alamar Blue 

Für die Analyse der Zellviabilität von HUVECs in Co-Kultivierung mit ASCs wurden 10000 

Zellen/cm2 HUVECs alleine sowie in Kombination mit ASCs im Verhältnis 1:1 über 19 Tage in 

einer 24-Wellplatte kultiviert. Alle 2-3 Tage wurden die Zellen jeweils gewaschen und 

anschließend für 2 Stunden mit Resazurin-Natriumsalz wie zuvor beschrieben inkubiert. Die 

Zellproliferation wurde im Anschluss durch die Messung der Fluoreszenzintensität von 

Resorufin quantifiziert (Abb. 9). 

 

Abb. 9: Resazurin-Natriumsalz-Assay von 2D-Zellkulturen (mit HUVECs allein und HUVECs und ASCs in Co-Kultur). 

Die Proliferation der Zellkulturen wurde mittels relativer Fluoreszenz (rfu) über 19 Tage analysiert. 

 

Über 19 Tage nahm die relative Fluoreszenz von HUVECs alleine sowie in Co-Kultivierung mit 

ASCs zu, so dass eine Zellviabilität bestätigt werden konnte. Die ASCs schädigen das Wachstum 

von HUVECS über den gemessenen Zeitraum nicht. HUVECs alleine zeigten eine relative 

Fluoreszenz von 1.400.000 rfu, wohingegen die Co-Kultivierung von HUVECs und ASCs eine 

relative Fluoreszenz von 800.000 rfu nach 19 Tagen zeigte. Die reduzierte relative Fluoreszenz 

der HUVECs und ASCs in Kombination ist mit dem kleineren Zelldurchmesser von HUVECs im 
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Vergleich zu ASCs zu erklären (Abb. 11). So können mehr Zellen auf einer kleineren Fläche 

kultiviert werden, bevor eine Zellkonfluenz entsteht. Eine lichtmikroskopische Analyse der 

Zellen zeigte, dass beide Zelllinien über den analysierten Zeitraum eine typische 

Zellmorphologie aufwiesen (Daten nicht gezeigt). 

 

3.2 Charakterisierung der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Um die Wundheilung und Geweberegeneration zu fördern, wurden 3D-Kollagengerüste aus 

Kollagen Typ I erstmalig mit diesem speziell entwickelten Verfahren hergestellt (Abb. 10). 

 

Abb. 10: Design von 3D-Kollagengerüsten. a) Gegossenes Kollagengerüst, das nach dem Entfernen der Gießform 

aus Pluronic an der Halterung befestigt ist; b) Beispiel für ein benutzerdefiniertes Scale-up eines gegossenen 

Kollagengerüstes mit Halterung und einer Grundplatte aus PLA in Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium. 

 

Das Kollagengerüst dient in dieser Arbeit sowohl als Leitstruktur für die Zellen, um 

Zelladhäsion, -migration und –proliferation zu begünstigen als auch als potentielle 

personalisierte Wundauflage. Die Grundplatte und Halterung aus PLA wurde zunächst mittels 

CAD und Druckverfahren so entworfen, dass Pluronic als Gießform 3D-gedruckt werden 

konnte und dies im Anschluss wieder entfernt werden kann. In die Gießform aus Pluronic 

konnten die zellbeladenen Kollagengerüste direkt gegossen werden. Da die Halterung und 

somit die Gießform individuell angepasst werden kann, können die Kollagengerüste individuell 

hergestellt werden. Sowohl die Zellzahl als auch die Zelllinien können innerhalb des Kollagens 

variiert werden. Das Kollagen wurde in der Halterung nur an 2 Achsen befestigt, um eine 

bestmögliche Nährstoffversorgung während der Kultivierung der Zellen zu gewährleisten. 

Abb. 10 a zeigt, dass das Kollagengerüst in der Halterung flexibel ist, indem die Zellen eine 
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Zugkraft auf das Kollagen ausüben können. Aufgrund des Herstellverfahrens ist auch ein Up-

Scaling Prozess der 3D-Kollagengerüste möglich und die Gerüste können so an die Größe der 

Wunden der Patienten angepasst werden (Abb. 10 b). 

 

3.2.1 Fluoreszenzmikroskopie der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Um das Zellwachstum, die Zellproliferation und die Interaktion von HUVECs und ASCs in den 

3D-Kollagengerüsten zu analysieren, wurden die Mitochondrien der Zellen mit einem 

Mitotracker Kit gefärbt. Mittels der Färbung der Mitochondrien kann die Zellzahl in den 

Kollagengerüsten visualisiert werden. Die HUVECs wurden grün während die ASCs rot gefärbt 

wurden. 24 Stunden nach der Inkubation mit den Farbstoffen wurden die Zelllinien, entweder 

HUVECs alleine oder in Co-Kultivierung mit ASCs, mit Kollagen-Typ I gemischt und in die zuvor 

hergestellten Formen gegossen. Die Inkubation erfolgte insgesamt über 19 Tage, wobei an Tag 

6 und 19 fluoreszenzmikroskopische Bilder der 3D-Kollagengerüste aufgenommen wurden 

(Abb. 11). 

 

Abb. 11: Fluoreszenzmikroskopische Analyse von Zellen in den Kollagengerüsten während der Inkubation über 

19 Tagen. a) HUVECs & ASCs nach 6 Tagen; b) HUVECs nach 6 Tagen; c) HUVECs & ASCs nach 19 Tagen; d) HUVECs 

nach 19 Tagen. Die Mitochondrien von HUVECs wurden grün und von ASCs rot gefärbt. 
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Beide Zelllinien (HUVECs in grün und ASCs in rot) konnten über 19 Tage koexistieren und 

waren somit lebensfähig (Abb. 11 a & c). Die Kontrolle (HUVECs alleine) zeigte ein unauffälliges 

Wachstumsverhalten. Das Zellverhältnis zwischen HUVECs und ASCs, welches durch eine 

Zellzählung bestimmt wurde, blieb über 19 Tage konstant (Daten nicht gezeigt). Sowohl 

HUVECs als auch ASCs waren homogen über das gesamte Kollagengerüst innerhalb der x-, y- 

und z-Achse verteilt (Abb. 11 a & c). Es konnte gezeigt werden, dass die ASCs keinen negativen 

Einfluss auf die Proliferation von HUVECs hatten. Die Fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen 

zeigten, dass die Zellmorphologie in den 3D-Kollagengerüsten mit den Morphologien der 

Zelllinien in 2D-Kultur vergleichbar war (Daten nicht gezeigt). 

 

3.2.2 Rasterelektronenmikroskopie der zellbeladenen 3D Kollagengerüste 

Um die Auswirkung beider Zelllinien auf die Kollagenfaseranordnung im 3D-Gerüst zu 

analysieren, wurden entweder mit HUVECs alleine oder mit HUVECs und ASCs beladenen 

Kollagengerüste hergestellt und über 19 Tage kultiviert. Die Oberfläche der Kollagengerüste 

wurde mittels Rasterelektronenmikroskop (REM) an Tag 6 und 19 der Inkubation untersucht 

(Abb. 12). 

 

Abb. 12: REM-Aufnahmen von Kollagengerüsten , die zusammen mit verschiedenen Zelllinien über 19 Tage 

inkubiert wurden. a) HUVECs & ASCs nach 6 Tagen; b) HUVECs nach 6 Tagen; c) HUVECs & ASCs nach 19 Tagen; 

d) HUVECs nach 19 Tagen. Pfeile: Ausrichtung der Kollagenfasern. 
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Während der Inkubationszeit von 19 Tagen veränderte sich die Kollagenfaseranordnung bei 

allen Zelltypen über den untersuchten Zeitraum. Nach 6 Tagen Inkubation der Zellen in den 

3D-Kollagengerüsten sind die Kollagenfasern zufällig angeordnet und nur wenige Fasern sind 

ausgerichtet und parallel zueinander orientiert. Dies zeigt sich sowohl bei der Kultivierung mit 

HUVECs alleine als auch in Co-Kultivierung mit ASCs (Abb. 12 a & b). Nach 19 Tagen Inkubation 

hingegen hat sich die Anordnung der Kollagenfasern mit HUVECs alleine sowie in Co-

Kultivierung verändert und zeigt eine einheitliche Faserorientierung (gezeigt durch die weißen 

Pfeile) (Abb. 12 c & d). Die Inkubation beider Zellkulturen in den 3D-Kollagengerüsten zeigte, 

dass die Kollagenfasern zwischen Tag 6 und 19 neu strukturiert und oberflächlich parallel 

zueinander ausgerichtet wurden. Zudem zeigten alle Kollagengerüste eine Schrumpfung 

senkrecht zu der durch die Verankerungspunkte definierten Achse (Abb. 10 a). 

Interessanterweise war die Schrumpfung der Kollagengerüste bei den HUVECs in Co-

Kultivierung mit den ASCs deutlichr ausgeprägter. 

 

3.2.3 Rasterkraftmikroskopie der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Um die Struktur und Biomechanik der zellbeladenen Kollagengerüste genauer zu analysieren 

und die Ausrichtung der Kollagenfasern zu untersuchen, wurden Kryoschnitte der 

Kollagengerüste nach 19 Tagen Inkubation mit den Zellen angefertigt. Im Anschluss wurden 

AFM-Messungen anhand der aufgetauten Kryoschnitte durchgeführt. Für die Untersuchung 

der Struktur der Kollagengerüste, der Kollagenfaserorientierung sowie der Ultrastruktur der 

Kollagenfasern wurde zunächst an den aufgetauten Kryoschnitten eine Kontaktmodus-AFM-

Bildgebung in Luft durchgeführt. Um anschließend die beobachteten strukturellen 

Unterschiede mit den biomechanischen Eigenschaften der zellbeladenen Kollagengerüste zu 

korrelieren, wurden in einem zweiten Schritt an ausgewählten Bereichen der aufgetauten 

Kryoschnitte, die jeweils charakteristische Kollagenstrukturen aufwiesen, Indentationstyp-

AFM-Messungen (IT-AFM) durchgeführt. Für die Details der Probenvorbereitungen der AFM-

Bildgebung und IT-AFM siehe Material und Methoden. 

Repräsentative AFM-Ergebnisse eines kryogeschnittenen Kollagengerüstes, das eine Co-Kultur 

von HUVECs und ASCs enthält, sind in Abb. 13 zusammengefasst. 
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Abb. 13: AFM-Messung der Co-Kultur von HUVECs und ASCs in Kollagengerüsten nach 19 Tagen Inkubation. a) 

Verteilung des Elastizitätsmoduls (E-Modul) in einer Region ausgerichteter Kollagenfasern; b) Hellfeld-

Lichtmikroskopie Aufnahme die das Kollagengerüst (grauer Hintergrund) und den AFM-Cantilever auf dem 

Kollagengerüst (Dreieck) zeigt; c) Verteilung des E-Moduls in einer Region mit nicht-orientierten Kollagenfasern; 

d) Kontaktmodus-AFM-Bild (Höhenbild) in der Region ausgerichteter Kollagenfasern; e) 100 x 100 µm AFM-

Übersichtsbild (Cantilever-Durchbiegungsbild); f) Kontaktmodus-AFM-Bild (Höhenbild) in der Region 

ungeordneter Kollagenfasern. 

 

Die Abb. 13 b zeigt exemplarisch eine optische Hellfeldmikroskopie Aufnahme des 

Kollagengerüstes (grauer Hintergrund), den AFM-Cantilever mit Spitze (dunkles Dreieck) und 

die Region, in der ein 100 x 100 µm großes AFM-Übersichtsbild (Abb. 13 e) aufgezeichnet 

wurde (rotes Quadrat). Das AFM-Übersichtsbild der zellbeladenen Kollagengerüste zeigt 

große Bereiche hochgeordneter paralleler Kollagenfasern (weiße Pfeile) sowie kleinere 

Bereiche mit zufälliger Kollagenfaserorientierung (schwarzer Pfeil) (Abb. 13 e). Eine 5 x 5 µm 

große Nahaufnahme des Übersichtsbildes zeigt die Details der gleichmäßig orientierten 

hochparallel ausgerichteten Kollagenfasern mit einer deutlich sichtbaren 67-nm-D-Band-

Struktur entlang der Kollagenfasern (Abb. 13 d und e; Abb. 14). 
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Abb. 14: D-Band-Struktur von Kollagengerüsten mit HUVECs und ASCs. a) 5 µm x 5 µm Nahaufnahme, gezeigt in 

Abb. 13 d mit erhöhtem Kontrast; b) vertikales Cantilever-Ablenkungsbild des Bildausschnittes, das die 

periodische 67-nm-D-Band-Struktur des Kollagens zeigt (weiße Pfeile); c) Profil der 800 nm langen Messlinie, die 

die D-Band-Struktur mit einer Periodizität von ~ 67 nm zeigt. 

 

In Abb. 13 f ist eine 5 x 5 µm große Nahaufnahme der ungeordneten und zufällig orientierten 

Kollagenfasern mit einer größeren Varianz an Faserdurchmessern und ohne klare D-Band-

Struktur gezeigt. Interessanterweise erreicht die Elastizitäts-Modul-Verteilung in der Region 

mit der parallelen Kollagenfaserorientierung (Abb. 13 a) einen fast 16-mal höheren Wert 

(123,4 kPa) als die E-Modul-Verteilung in der Region mit zufälliger Kollagenfaserorientierung 

(7,8 kPa) (Abb. 13 c). Es sollte erwähnt werden, dass die absoluten Werte des E-Moduls nicht 

den Werten der nativen Kollagengerüste entsprechen, da die Kollagengerüste vor dem 

Kryoschnitt mit Paraformaldehyd (PFA) fixiert wurden. Der zwischen den beiden Bereichen 

des fixierten Kollagengerüstes beobachtete Unterschied des E-Moduls spiegelt jedoch die 

zugrundeliegenden strukturellen Unterschiede in den beiden unterschiedlichen Bereichen 

und die entsprechenden Unterschiede des E-Moduls in den nativen Kollagengerüsten wider. 
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Die AFM-Ergebnisse eines repräsentativen Kryoschnitts eines Kollagengerüstes, das zuvor nur 

mit HUVECs beladen wurde, sind in Abb. 15 zusammengefasst. 

 

Abb. 15: AFM-Messung von HUVECs in Kollagengerüsten nach 19 Tagen Inkubation. a) Verteilung des E-Moduls 

in einer Region ausgerichteter Kollagenfasern; b) Hellfeld-Lichtmikroskopie Aufnahme, die das Kollagengerüst 

(grauer Hintergrund) und den AFM-Cantilever auf dem Kollagengerüst (Dreieck) zeigt; c) Verteilung des E-Moduls 

in einer Region mit nicht-orientierten Kollagenfasern; d) Kontaktmodus-AFM-Bild (Höhenbild) in der Region 

ausgerichteter Kollagenfasern; e) 100 x 100 µm AFM-Übersichtsbild (Cantilever-Durchbiegungsbild); f) 

Kontaktmodus-AFM-Bild (Höhenbild) in der Region ungeordneter Kollagenfasern. 

 

Wie bereits zuvor für die zellbeladenen Kollagengerüste mit HUVECs und ASCs beschrieben, 

zeigt Abb. 15 b eine lichtmikroskopische Hellfeldaufnahme des Kollagengerüstes, das mit 

HUVECs beladen wurde, die Position des AFM-Cantilevers sowie die Region, in der ein 100 x 

100 µm großes Übersichtsbild (Abb. 15 e) aufgenommen wurde. Bei der Kultivierung von 

HUVECs alleine zeigt das Übersichtsbild kleine Bereiche hochgeordneter paralleler 

Kollagenfasern (weißer Pfeil) und größere Bereiche mit zufälliger Kollagenfaserorientierung 

(schwarzer Pfeil) (Abb. 15 e). Die 5 x 5 µm große Nahaufnahme der gleichmäßig orientierten 

parallelen Kollagenfasern zeigt erneut die 67-nm-D-Band-Struktur in diesem Bereich (Abb. 15 

d; Abb. 16). 
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Abb. 16. AFM-Messungen ausgerichteter Kollagenregionen der Kollagengerüste mit HUVECs alleine zur Analyse 

der d-Periodizität. Die weiße Linie zeigt den Bereich der d-Peridiozitätsmessung. a) AFM-Aufnahme der vertikalen 

Ablenkung des Kollagengerüstes; b) D-Band-Struktur mit einer Periodizität von ~ 67 nm. 

 

Die Nahaufnahme der zufällig orientierten Kollagenfasern zeigt verschiedene 

Faserdurchmesser und keine klare D-Band-Struktur (Abb. 15 f). Wie bei der Co-Kultivierung 

von HUVECs und ASCs erreicht die E-Modul-Verteilung in der Region mit paralleler 

Kollagenfaserorientierung einen fast 10-mal höheren Wert (153,9 kPa) (Abb. 15 a) als die E-

Modul-Verteilung in der Region mit zufälliger Kollagenfaserorientierung (10,6 kPa) (Abb. 15 

c). Dies spiegelt wiederrum die Strukturunterschiede in den beiden Bereichen und die E-

Modul-Unterschiede in den Kollagengerüsten wider. 

 

3.3 Angiogenes Potenzial der zellbeladenen 3D-Kollagengerüste 

Um das angiogene Potenzial in der Co-Kultivierung der HUVECs und ASCs in den 3D-

Kollagengerüsten zu analysieren wurde sowohl ein Angiogenese Array, ein Enzyme-linked 

Immunosorbent Assay (ELISA) als auch ein Tube Formation Assay durchgeführt. 

 

3.3.1 Angiogenese Array 

Die Hoch- und Herunterregulation bestimmter Wachstumsfaktoren gibt einen Aufschluss über 

das angiogene Potenzial von HUVECs und ASCs in den 3D-Kollagengerüsten. Hierfür wurde 

untersucht, ob eine Co-Kultivierung von HUVECs und ASCs ein höheres angiogenes Potenzial 

im Vergleich zu HUVECs alleine zeigt. Für ein Screening von multiplen Wachstumsfaktoren, die 
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in Bezug zu Angiogenese stehen, wurde der Überstand der Zellen, die in den 3D 

Kollagengerüsten kultiviert wurden, an Tag 6 und Tag 19 gewonnen. Die Überstände wurden 

mittels eines Proteom-Profiler-Human-Angiogenese-Array-Kits analysiert und die 

Wachstumsfaktoren Serpin E1, Serpin F1, TIMP-1, TSP-1 und uPA über die Zeit bestimmt (Abb. 

17). 

 

 

Abb. 17: Analyse von definierten Wachstumsfaktoren in den Zellkulturmedien im zeitlichen Verlauf mit dem 

Proteom-Profiler-Human-Angiogenesis-Array-Kit. Der Zellkulturüberstand wurde nach 6 und 19 Tagen 

gesammelt und auf potentielle Wachstumsfaktoren analysiert. Um den Assay zu validieren wurde Endothelial 

Cell Growth Medium 2 als Kontrolle verwendet. Die * zeigen den signifikanten Unterschied zwischen den Werten. 

Dafür wurden die Daten unter Verwendung der 1-Weg-Varianzanalyse (ANOVA) analysiert. 

Wahrscheinlichkeitswerte (*) p < 0,05 wurden als statistisch signifikant angesehen. Für Wahrscheinlichkeitswerte 

(**) p < 0,01 wurden als hochsignifikant und Wahrscheinlichkeitswerte (***) p < 0,001 wurden als am 

signifikantesten betrachtet. 

 

Für die Wachstumsfaktoren Serpin F1 und uPa konnte nach 6 Tagen nur ein leicht erhöhter 

Anteil in den Überständen der Co-Kultur von HUVECs und ASCs im Vergleich zu HUVECs alleine 

detektiert werden. Sowohl Serpin E1, TSP-1, als auch TIMP-1 waren hingegen in der Co-Kultur 
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von HUVECs und ASCs im Vergleich zu HUVECs alleine und der Kontrolle (Zellkulturmedium) 

nach 6 Tagen signifikant hochreguliert. Nach 19 Tagen wurde ein zusätzlicher Anstieg von 

Serpin E1 und TIMP-1 für die Co-Kultur im Vergleich zu Tag 6 bestimmt. Interessanterweise 

wird TSP-1 zwischen Tag 6 und 19 bei den HUVECs in Kombination mit ASCs, die in den 

Kollagengerüsten inkubiert wurden, herunterreguliert. Im Allgemeinen zeigte die Kontrolle, 

für die Endothelial Cell Growth Medium 2 ohne das 3D-Kollagengerüst verwendet wurde, zu 

allen Messzeitpunkten den niedrigsten Gehalt an Wachstumsfaktoren. 

Um die Konzentration von TSP-1 über die Zeit zu quantifizieren, wurde zusätzlich zum 

Angiogenese Array ein ELISA Assay durchgeführt. Das verwendete ELISA-Kit hat eine 

Nachweisgrenze von 1,6 ng/ml. Die gemessene TSP-1 Konzentration war nicht nachweisbar 

und lag somit sowohl bei der Co-Kultur als auch bei HUVECs alleine über 19 Tage unter 

1,6 ng/ml (Daten nicht gezeigt). 

 

3.3.2 Tube Formation Assay 

Der 2D-Tube Formation Assay mit HUVECs ermöglicht eine weitere Aussage über das 

angiogene Potenzial des gesammelten Zellkulturüberstandes der zellbeladenen 

Kollagengerüste. Für den Assay wurden HUVECs auf Matrigel mit reduzierten 

Wachstumsfaktoren in Angiogenese-Objektträgern wie zuvor in Material und Methoden 

beschrieben inkubiert. Der Zellkulturüberstand, der aus den vorherigen Experimenten mit 

HUVECs und ASCs sowie HUVECs alleine in den 3D-Kollagengerüsten nach 6, 12 und 19 Tagen 

gewonnen wurde, wurde in die Vertiefungen der Angiogenese-Objektträger gegeben. 

Endothelial Cell Growth Medium 2 diente als Positivkontrolle, während AIM V™ serumfreies 

Medium als Negativkontrolle diente. In Abb. 18 sind repräsentative Hellfeld-Aufnahmen nach 

einem Tag Inkubation der HUVECs mit den verschiedenen Zellkulturüberständen dargestellt. 
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Abb. 18: Lichtmikroskopische Hellfeld-Aufnahmen der HUVECs in Kombination mit dem zuvor gewonnenen 

Zellkulturüberständen nach einem Tag Inkubation. Der Zellkulturüberstand für den Assay wurde aus der 

Inkubation verschiedener Zellkulturen in Kombination mit den 3D-Kollagengerüsten gewonnen. a) HUVECs & 

ASCs nach 6 Tagen; b) HUVECs nach 6 Tagen; c) HUVECs & ASCs nach 19 Tagen; d) HUVECs nach 19 Tagen; e) 

Positivkontrolle; f) Negativkontrolle. 

 

HUVECs, die für den Tube Formation Assay mit dem Zellkulturüberstand der HUVECs und ASCs 

in Co-Kultur in den 3D-Kollagengerüsten behandelt wurden, zeigten eine bemerkenswerte 

Röhrchenbildung (Abb. 18 a und c). Dabei ordnen sich die Zellen so an, dass mehr geschlossene 
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Röhrchen und Verzweigungspunkte entstehen im Vergleich zu den HUVECs, die mit den 

Zellkulturüberstanden aus den Experimenten der HUVECs alleine in den 3D-Kollagengerüsten 

gewonnen wurden (Abb. 18 a-d). Die Ausbildung der Röhrchen kann man bereits mit den 

Zellkulturüberständen, die nach 6 Tagen Inkubation in den Kollagengerüsten gewonnen 

wurden, beobachten. Wenn die HUVECs mit den Überständen aus der Co-Kultivierung 

behandelt wurden, ist die Röhrchenbildung vergleichbar mit der Positivkontrolle, bei der die 

HUVECs mit Endothelial Cell Growth Medium 2 behandelt wurden (Abb. 18 e). Die 

Negativkontrolle mit serumfreiem Medium zeigte hingegen eine deutlich reduzierte 

Röhrchenbildung (Abb. 18 f). Die Proben, die mit dem Überstand, der aus der Kultivierung von 

HUVECs alleine in den Kollagengerüsten erhalten wurde, induzierte zwar im Vergleich zur 

Negativkontrolle ebenfalls eine Röhrchenbildung allerdings deutlich weniger als die HUVECs, 

die mit dem Überstand aus der Co-Kultur gewonnen wurde (Abb. 18). 

 

Um den Tube Formation Assay zu quantifizieren wurde die Gesamtzahl der gebildeten 

Röhrchen pro Well, die Gesamtzahl der Verzweigungspunkte der Röhrchen sowie die von den 

Röhrchen bedeckte Fläche mittels der Bildanalyse Software Wimasis analysiert (Abb. 19). 
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Abb. 19: Quantitative Analyse des Tube Formation Assays a) Gesamtzahl der gebildeten Röhrchen pro Well; b) 

Gesamtzahl der Verzweigungspunkte der Röhrchen; c) Von den Röhrchen bedeckte Fläche. Die 

Zellkulturüberstände wurden nach 6, 12 und 19 Tagen Inkubation in den Kollagengerüsten gesammelt, um das 

angiogene Potenzial zu untersuchen. 

 

Abb. 19 zeigt, dass die Überstände, die sowohl von der Kultivierung von HUVECs und ASCs als 

auch von HUVECs alleine aus den Kollagengerüsten gewonnen wurden, ein angiogenes 

Potenzial aufweisen. Die Zellen wurden über 19 Tage in den gedruckten Kollagengerüsten 

inkubiert und die gewonnen Überstände zeigten bei der Co-Kultivierung von HUVECs und ASCs 

nach 19 Tagen keine Abnahme der Gesamtzahl der Röhrchen, der 

Gesamtverzweigungspunkte und der bedeckten Fläche im Vergleich zu der Gruppe, die nur 

HUVECs enthält. Die Röhrchenbildung ist bei den HUVECs alleine an Tag 19 vergleichbar mit 

der Negativkontrolle. Die Co-Kultivierung von HUVECs und ASCs hat somit einen positiven 

Einfluss auf das angiogene Potenzial. 

 

3.4 3D-gedruckte Gerüste aus Allograft Adipose Matrix und Pluronic 

Um die Wundheilung und Geweberegeneration zu fördern, wurden in diesem Projekt in 

Zusammenarbeit mit dem Center for Tissue Engineering (University of California, Irvine) eine 

Methode entwickelt, um 3D-gedruckte Gerüste aus AAM und Pluronic herzustellen (Abb. 20). 
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Abb. 20: Design von 3D-gedruckten Gerüsten aus Allograft Adipose Matrix (AAM) und Pluronic. a) 

Herstellungsprozess der Biotinte, die im 3D-Druckverfahren vewendet wurde. b) Makroskopische Aufnahme 

während des Dispensdruckverfahrens mit AAM und Pluronic. c) Makroskopische Aufnahme eines gedruckten 7-

lagigen 3D-Gerüstes aus AAM und Pluronic. 

 

Zunächst wurde ein Protokoll entwickelt, um eine druckbare Biotinte aus AAM herzustellen. 

Dabei muss die Tinte sowohl biologische als auch physikalische Eigenschaften aufweisen. 

Deshalb wurden zwei unterschiedliche Materialien verwendet. AAM fördert die Zelladhäsion, 

-migration und -proliferation innerhalb des Gerüstes, kann alleine allerdings aufgrund des 

schlechten Fließverhaltens nicht verdruckt werden. Zudem ändert sich bei einem konstanten 

Druck die Flussrate über die Zeit. Dies kann durch die inhomogene Zusammensetzung sowie 

die unterschiedlich starke Vernetzung der extrazellulären Matrixkomponenten des AAMs 

erklärt werden. Pluronic hingegen verleiht der Biotinte die nötigen physikalischen 

Eigenschaften während des Druckes sowie dem gedruckten Gerüst seine stabile Struktur. 

Pluronic wurde bereits für die zellbeladenen Kollagengerüste als Stützstruktur verwendet, 
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weil es im 3D-Druckverfahren bereits etabliert ist. Das richtige Verhältnis von AAM (25% v/v) 

und Pluronic (75% v/v) wurde zunächst identifiziert, um reproduzierbare 1 x 1 cm große 3D-

Gerüste aus 7 Lagen drucken zu können. Die Strangbreite der Gerüste betrug ~750 µm. Sie 

waren stabil und konnten bis zum weiteren Gebrauch gelagert werden. Im nächsten Schritt 

muss die Stabilität der Gerüste in Zellkulturmedium untersucht werden, bevor die Biotinte mit 

Zellen beladen und gedruckt wird. HUVECs in Kombination mit ASCs könnten für die 

Herstellung der zellbeladenen 3D-Gerüste dienen. Das angiogene Potenzial sollte wie zuvor 

für die 3D-Kollagengerüste beschrieben analysiert werden, um das Potenzial als Wundauflage 

zu untersuchen. 
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4. Diskussion 

Die Gewebereparatur bzw. der Wundheilungsprozess ist eine komplexe Wechselwirkung 

zwischen Zellen, Wachstumsfaktoren bzw. Zytokinen sowie Komponenten der extrazellulären 

Matrix.456 Der natürliche Wundheilungsprozess ist in vier Phasen unterteilt: Hämostase, 

Entzündung, Proliferation und Umbau/Reifung.15 Zunächst wird die Blutung an der verletzten 

Stelle durch die Bildung eines Thrombozytenpfropfens und die Aktivierung der 

Gerinnungskaskade kontrolliert.3, 23, 24 In der Entzündungsphase strömen Leukozyten in das 

Wundbett ein, was die antimikrobielle Abwehr verstärkt und die Synthese von 

entzündungsfördernden und entzündungshemmenden Faktoren (d.h. Zytokine und 

Wachtumsfaktoren) auslöst, die für die nachfolgenden Schritte der Gewebereparatur 

verantwortlich sind.44-46 Geleitet von Molekülen wie PDGF, FGF und TGF-β, bedeckt die 

nächste Phase (Proliferationsphase), die durch intensive Zellproliferation und Sekretion einer 

provisorischen EZM gekennzeichnet ist, den verletzten Bereich mit stark vaskularisiertem und 

hydratisiertem Gewebe.26, 36, 63 Anschließend führt die Apoptose von Leukozyten, die 

Herunterregulierung entzündungsfördernder Mediatoren und die Erhöhung 

entzündungshemmender Mediatoren, die zu einem Umbauprozess führen, zu einer 

Geweberegeneration oder -heilung.44 Chronische Wunden sind durch eine anhaltende 

Entzündung, beeinträchtigte Angiogenese, schwierige Reepithelisierung und oder 

dysregulierte Menge von Zytokinen und Wachstumsfaktoren gekennzeichnet.191 Dabei 

werden beispielsweise TIMPs herunterreguliert, während Wachstumsfaktoren wie IL-6, TNF-

α und MMPs ständig hochreguliert sind.64 Für den Heilungsprozess ist es dabei wichtig, dass 

die Zellen migrieren und proliferieren können, deshalb gibt es für einen beschleunigten 

Wundheilungsprozess komplexer Gewebe oder chronischer Wunden verschiedene 

Therapieansätze. Die Wundauflage sollte so konzipiert sein, dass es die Gewebereparatur 

fördert, das Exsudat entfernt und eine Infektion an der Wunde verhindert.188 Ein Ansatz ist, 

dass Zellen wie beispielsweise MSCs lokal transplantiert werden, allerdings ist die 

Lebensfähigkeit an der tranplantierten Stelle oft schlecht.216, 217 2D-Filme als Wundauflage 

haben den entscheidenden Nachteil, dass sie nicht quellen können, so dass es zu einer 

übermäßigen Ansammlung an Exsudat führen kann.301 Deshalb ist ein vielversprechender 

Ansatz die Herstellung von 3D-Gerüsten aus Biomaterialien als künstliche extrazelluläre Matrix 
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für eine beschleunigte Wundheilung. Die 3D-Gerüste spiegeln das Zellverhalten in natürlicher 

Umgebung wieder. Dieser Therapieansatz hat den Vorteil, dass die 3D-Gerüste als Leitstruktur 

dienen und die Infiltration von Zellen erleichtert wird sowie Zelladhäsion, -migration 

und -proliferation begünstigt werden.313, 407 Zudem bieten sie Schutz, speichern Feuchtigkeit 

und fördern die Synthese neuer extrazellulärer Matrix und Angiogenese.300, 313 Gerüste oder 

Wundauflagen aus natürlichen Biomaterialien führen dazu, dass der Wundverband nicht 

wieder entfernt werden muss.24 In dieser Arbeit wurde ein spezielles Herstellungsverfahren 

entwickelt, um 3D-Gerüste aus Kollagen Typ I herzustellen, die eine Umgebung bieten sollen, 

in der Zellen überleben, migrieren und proliferieren können. Anschließend sollte das Potenzial 

des zellbeladenen Kollagengerüstes für die Behandlung von Wunden analysiert werden, in 

dem die Zellen und Gerüste charakterisiert wurden und das angiogene Potenzial untersucht 

wurde. Ramanathan et al. zeigten, dass NIH 3T3-Fibroblasten und menschliche Keratinozyten 

(HaCaT) eine hervorragende Zelladhäsion und -proliferation in einem 3D-Kollagengerüst 

unterstützten. Das Kollagen wurde mit einem bioaktiven Extrakt kombiniert, um die Infektion 

an der Wundstelle zu reduzieren.457 Kürzlich wurde ebenfalls gezeigt, dass menschliche 

Fibroblasten ein normales Zellwachstum innerhalb von Wundauflagen auf der Basis von 

ZnO-Nanopartikeln mit Kollagen und ätherischem Öl zeigten.458 

Mit Hilfe von CAD konnten verschiedene Formen für die Halterungen aus PLA designed 

werden. Durch das anschließende 3D-Drucken von Pluronic können die Strukturen einfach an 

die Wundgeometrie der Patienten angepasst werden. Pluronic dient dabei als Gießform, da 

Kollagen selbst aufgrund der fehlenden Formstabilität und scherverdünnenden Eigenschaften 

schwer gedruckt werden kann. Durch dieses Herstellungsverfahren konnte gezeigt werden, 

dass die 3D-Gerüste skalierbar sind, die Materialien sind recht kostengünstig und der Prozess 

selbst einfach durchführbar, so dass ein ökonomischer Herstellungsprozess entwickelt wurde. 

Kollagen selbst wird oft in der Wundheilung eingesetzt, da es der Hauptbestandteil der 

natürlichen EZM ist und durch die großen fibillären Strukturen für die mechanische Stabilität 

der EZM sorgt.459 Zudem ist Kollagen entscheidend für die Aufrechterhaltung der strukturellen 

und biologischen Integrität der EZM und zeigt keine Abstoßungsreaktionen. Im 

Wundheilungsprozess, insbesondere bei chronischen Wunden, spielt Kollagen aufgrund 

seiner chemotaktischen Fähigkeit eine wichtige Rolle.460 Es ist bekannt, dass Kollagen Typ I die 

Angiogenese in vitro und in vivo durch die Bindung von spezifischen Integrinen stimuliert. 
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Zudem sorgt es für die Rekrutierung von Endothelzellen, die wiederum Angiogenese in 

heilenden Wunden fördern.170 Kollagenfragmente dienen in der natürlichen Wundheilung als 

potente angiogene Signale, fördern die Proliferation von Fibroblasten, Migration von 

Keratinozyten und die Synthese von Wachstumsfaktoren.73, 74 Das Hydrogel aus Kollagen weist 

hydrophile Eigenschaften auf, hat einen hohen Wassergehalt und kann physikalisch quellen 

ohne sich aufzulösen, deshalb wäre es ideal für die Behandlung von trockenen Wunden 

geeignet. Zudem ist das 3D-Kollagengerüst transparent und bietet die Möglichkeit einer 

einfachen Wundüberwachung.371 Da Kollagen als körpereigene Komponente biologisch 

abbaubar ist, eignet sich Kollagen ideal als Träger für eine gezielte Abgabe von Wirkstoffen.461 

Die lokale Behandlung von Wunden ist oft besser als eine systemische Verabreichung, da 

Wirkstoffe gezielter verabreicht werden können.205, 208, 210, 212 Deshalb wäre es im nächsten 

Schritt besonders interessant, die zellbeladenen Kollagengerüste zusätzlich mit Antibiotika, 

Antiseptika oder extrazellulären Vesikeln zu mischen, um zu untersuchen, ob die Wundheilung 

zusätzlich beschleunigt werden kann. 

Neben der EZM selbst spielt die Interaktion zwischen Zellen und der EZM eine entscheidende 

Rolle bei der Wundheilung. Deshalb wurde in dieser Arbeit das Kollagen vor dem Gießen mit 

HUVECs und ASCs beladen. Dabei sollte die Wechselwirkung zwischen den beiden Zelllinien 

und der Aufbau gefäßähnlicher Strukturen durch HUVECs analysiert werden. Die Zellzahl und 

auch die Zelllinien können innerhalb des Kollagens variiert werden, so dass durch den flexiblen 

Herstellungsprozess individuelle Wundauflagen produziert werden können. 

ASCs können leicht bei Eingriffen wie einer Liposuktion gewonnen werden. Sie haben ein 

hohes angiogenes Potenzial und können Wachstumsfaktoren und Zytokine sezernieren und 

so den Wundheilungsprozess durch ihre parakrine Aktivität stimulieren.103, 462 Zudem 

rekrutieren sie endogene Stammzellen und fördern deren Differenzierung, können toxische 

Substanzen durch die Produktion von antioxidativen Stoffen entfernen und sich selbst in 

verschiedene Zelltypen differenzieren.103 Aus diesem Grund werden diese Stammzellen oft in 

der Behandlung von chronischen Wunden eingesetzt. Kürzlich konnte gezeigt werden, dass 

mesenchymale Stromazellen aus der Dermis (DSCs) gewonnen ebenfalls ein hohes Potenzial 

für die Behandlung von Wunden haben.463 In vitro Ansätze zeigten, dass DSCs im Vergleich zu 

ASCs eine erhöhte Heilungskapazität, eine größere parakrine Wirkung beim Schließen der 

Wunde von dermalen Fibroblasten und Keratinozyten und beim Induzieren von Angiogenese 
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aufwiesen. Allerdings führte das Isolierungsverfahren bei den ASCs zu 100-mal mehr Zellen als 

bei den DSCs. Nichtsdestotrotz sollten DSCs für zukünftige Anwendungen in der 

Wundbehandlung in Betracht gezogen werden. 

Neben Stammzellen spielen auch Endothelzellen eine entscheidende Rolle im 

Wundheilungsprozess. Endothelzellen ermöglichen das Wachstum und das Überleben von 

neu gebildetem Gewebe, da die Endothelzellen für die Blutversorgung der Gewebe sorgen. 

Sie sorgen für die Bildung von neuen Kapillaren und somit für den Aufbau des 

Blutgefäßsystems.105, 106 Für die Zellen an weiter entfernten Orten vom Wundrand hängt das 

Überleben nur von der Kapillarbildung ab. Deshalb ist die Neovaskularisation eine 

Voraussetzung für eine erfolgreiche Wundheilung.122 HUVECs dienen aus diesem Grund oft als 

Modellsystem für die Untersuchung von Hypoxie, Entzündungen, oxidativem Stress und 

Reaktionen auf Infektionen.125 Wachstumsfaktoren fördern das Wachstum von 

Endothelzellen, allerdings sind bis jetzt nur wenige Wachstumsfaktoren von der FDA und EMA 

zugelassen. Zudem ist entscheidend, dass die Faktoren aufgrund der kurzen Halbwertszeit und 

des enzymatischen Abbaus in der Wunde nach und nach freigesetzt werden.209 Durch den in 

dieser Arbeit entwickelten Herstellungsprozess des Kollagengerüstes kann die Abgabe 

beispielsweise durch die Kollagenkonzentration und Dicke der Schicht gesteuert werden. 

Hierbei wurden HUVECs mit ASCs kultiviert, da ASCs selbst Wachstumsfaktoren sezernieren 

und so der aufwendige Zulassungsprozess umgangen werden kann. Zudem haben Rocha et al. 

im Jahr 2020 eine synergistische Wirkung von ASCs und HUVECs in einem Gellangum-Hydrogel 

mit hohem Potenzial für die Behandlung von Rückenmarksverletzungen gezeigt. HUVECs 

waren dabei nur in der Lage, gefäßähnliche Strukturen in Gegenwart von ASCs zu bilden.464 

Durch die Zellbeladung während der 3D-Gerüstherstellung kann eine gleichmäßige Verteilung 

der Zellen gewährleistet werden. So kann entweder ein schichtweiser Aufbau mit 

verschiedenen Zelllinien erfolgen oder die Zellen werden im Vorfeld in dem Biomaterial 

gemischt und zusammen kultiviert.405 Dadurch kann verhindert werden, dass es zu einer 

unzureichenden Vaskularisierung und einem heterogenen Gewebewachstum kommt. Dies ist 

oftmals der Fall bei der Besiedelung der Gerüste nach dem Herstellungsprozess. 

Es konnte gezeigt werden, dass mit dem entwickelten Herstellungsverfahren stabile 

3D-Kollagengerüste hergestellt werden können, die das Potenzial haben als Wundauflagen 

eingesetzt zu werden. Dabei mussten keine physikalischen oder chemischen Quervernetzter 
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eingesetzt werden, was die Biokompatibilität erhöht und die Kosten senkt.416 Die Gerüste 

waren so konzipiert, dass sie nur an 2 Achsen befestigt waren und somit schwebten und eine 

bestmögliche Sauerstoff- und Nährstoffversorgung gewährleistet war. In 2D-Kultivierung 

zeigte die Co-Kultivierung von HUVECs und ASCs eine Zellviabilität und Proliferation sowie 

typische Zellmorphologie beider Zelllinien über 19 Tage. Auch die Immobilisierung dieser 

beiden Zelllinien in den 3D-Kollagengerüsten zeigte keine toxische Wirkung auf die Zelllinien 

und die Zellen waren homogen verteilt. Dementsprechend muss die Porosität in den 

Kollagengerüsten gegeben sein, um ausreichend Nährstoffe und Sauerstoff zu transportieren. 

Zudem kann durch das Herstellungsverfahren die Porengröße und Porosität individuell variiert 

werden. Interessanterweise können die Zellen in Co-Kultivierung im Kollagengerüst eine 

Zugkraft auslösen und so das Kollagennetzwerk umgestalten. Es erfolgte eine Schrumpfung 

der Gerüste senkrecht zu der durch die Verankerungspunkte definierten Achse. Diese konnte 

stärker bei den Proben mit der Co-Kultur beobachtet werden. Mittels REM konnte 

demonstriert werden, dass die Kollagenfasern von Tag 6 zu Tag 19 durch die beiden Zelllinien 

neu strukturiert und oberflächlich parallel zueinander ausgerichtet wurden. Im natürlichen 

Wundheilungsprozess wird Kollagen ebenfalls umorganisiert, abgebaut und wieder neu 

abgelagert.89 Dieser Prozess fördert die Wundheilung da der Umbau der EZM eine 

entscheidende Unterstützung für die Gefäßentwicklung bietet. Auch mittels AFM konnte 

beobachtet werden, dass die Kollagengerüste mit der Co-Kultur im Vergleich zu der 

Kultivierung von HUVECs alleine größere Bereiche hochgeordneter parallel angeordneter 

Kollagenfasern aufweist. Die Elastizitätsmodul-Verteilung weist einen deutlich höheren Wert 

auf, was die strukturellen Unterschiede innerhalb des Gerüstes zeigt. Bei den HUVECs alleine 

können große Bereiche ungeordneter Kollagenfasern beobachtet werden. Die ausgerichteten 

Kollagenfasern zeigten in beiden Zellkulturgruppen eine d-Periodizität von 67 nm. Das 

D-Band-Muster mit einer ~67 nm-Periode von Kollagenfibrillen wurde mit einer Vielzahl von 

Techniken bestimmt.465 

Mittels Angiogenese Array konnte das angiogene Potenzial der zellbeladenen 

3D-Kollagengerüste untersucht werden. Sowohl ASCs, die selbst ein angiogenes Potenzial 

besitzen, als auch HUVECs sind entscheidend für die Gefäßneubildung. Bei der Co-Kultivierung 

sind die Wachstumsfaktoren Serpin F1 und uPa nach 6 Tagen Kultivierung in den 

Kollagengerüsten im Vergleich zu HUVECs alleine leicht erhöht. Deutlich stärker beobachtet 
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man die Hochregulation bei Serpin E1 und TIMP-1. Nach 19 Tagen sind die beiden 

Wachstumsfaktoren erneut angestiegen im Vergleich zu dem Zeitpunkt nach 6 Tagen 

Inkubation. Serpin E1 fördert die Zelladhäsion und -migration und spielt eine wesentliche Rolle 

im Matrixumbau. Eine Fehlregulation von Serpin E1 ist ein ursächlicher Faktor für eine 

abnormale Wundheilung und Fibrose.150 TIMP-1 hingegen steht im engen Zusammenspiel mit 

MMPs und verhindert somit den weiteren Abbau der EZM und durch die reversible Hemmung 

der MMP-Aktivität fördert es den Aufbau von neuer EZM.140 TIMP-1 induziert zudem die 

Veränderungen in den Zellmorphologien und stimuliert das Zellwachstum verschiedener 

Zelltypen.55 Die Hochregulation dieser beiden entscheidenden Wachstumsfaktoren während 

der Wundheilung zeigt das angiogene Potenzial der Kollagengerüste mit HUVECs und ASCs. 

Interessanterweise wird TSP-1 herunterreguliert. Wie bereits zuvor erwähnt, ist die Rolle von 

TSP-1 in der Geweberegeneration und –reparatur umstritten. Es konnten erhöhte Mengen 

von TSP-1 in der EZM von frühen Wundstadien und um die Gefäße des Wundverschlusses 

während der späten Stadien nachgewiesen werden.141-144 Jedoch konnte auch gezeigt werden, 

dass die Heilung von Hautwunden in TSP-1 transgenen Mäusen stark verzögert war, und mit 

einer verringeren Bildung von Granulationsgewebe und einer stark verminderten 

Angiogenese der Wunde verbunden war.145 Zusammengefasst zeigen die Daten, dass durch 

TSP-1 vorzugsweise die mit der Wundheilung verbundene Angiogenese gestört ist. Deshalb ist 

die Herunterregulation in der Co-Kultur ein weiterer Anhaltspunkt für das angiogene 

Potenzial. Der kritischste Schritt im Wundheilungsprozess ist die Versorgung des neu 

gebildeten Gewebes mit Sauerstoff und essentiellen Nährstoffen. Daher ist die Bildung neuer 

Blutgefäße in der Wunde zwingend erforderlich. Mittels Tube Formation Assay konnte eine 

deutliche Röhrchenbildung der HUVECs beobachtet werden, wenn sie mit dem Überstand aus 

den in den Kollagengerüsten kultivierten HUVECs und ASCs inkubiert wurden. Die 

kapillarähnlichen Strukturen werden von den Endothelzellen als Reaktion auf das 

Vorhandensein von angiogenen Wachstumsfaktoren gebildet.466 Mit dem Zellüberstand der 

Co-Kultur in den Kollagengerüsten nach 19 Tagen Inkubation konnte eine Röhrchenbildung 

beobachtet werden, während bei den HUVECs alleine die Gesamtzahl der gebildeten 

Röhrchen, die Gesamtzahl der Verzweigungspunkte und die von den Rörchen bedeckte Fläche 

über 19 Tage abnimmt. Somit konnte erneut gezeigt werden, dass die freigesetzten 

Wachstumsfaktoren der ASCs in Kombination mit dem Kollagengerüst einen positiven Einfluss 
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auf das angiogene Potenzial aufweisen. Sierra-Parraga et al. konnte sogar zeigen, dass MSCs 

in direktem Kontakt mit verletzten HUVECs die Wundheilungskapazität um 45% verbessern 

und die angiogene Kapazität der HUVECs vollständig wiederherstellen konnten.467 HUVECs 

wurden zuvor einer Hypoxie- und Reoxygenierungsbehandlung unterzogen. Im Anschluss 

wurde untersucht, ob eine physikalische Interaktion oder lösliche Faktoren, die von MSCs 

freigesetzt werden, für die potenziellen regenerativen Wirkungen von MSCs auf 

Endothezellen verantwortlich sind. Die Ergebnisse zeigten, dass MSCs über einen 

Mechanismus verfügen, der sowohl physische als auch parakrine Interaktionen erfordert, und 

dadurch eine regenerative Wirkung auf verletzte HUVECs haben. 

Zusammengefasst zeigen die in der vorliegenden Arbeit entworfenen 3D-Kollagengerüste 

zusammen mit der Co-Kultur aus HUVECs und ASCs ein hohes Potenzial für die Behandlung 

von Wunden. In weiterführenden in vitro und in vivo Untersuchungen könnte die 

antimikrobielle Wirkung untersucht werden. Ein Nachteil von Hydrogelen ist ihre schlechte 

bakterielle Barriereeigenschaft, deshalb wäre es interessant die Kollagengerüste neben den 

Zellen noch mit beispielsweise Antibiotikum, Antiseptikum oder Antioxidantien zu beladen.19 

Dadurch kann die Keimbelastung der Wunde und eine Ausbreitung der Infektion vermieden 

werden.299 Eine potentielle neuartige Wundauflage auf der Basis von Kollagen, einem Öl und 

funktionalisierten ZnO-Nanopartikeln wurde kürzlich entwickelt, das eine Wundsepsis in 

chronischen Wunden reduzieren soll.458 In vitro konnte keine Toxizität der Nanopartikel 

festgestellt werden, da menschliche Fibroblasten ein normales Wachstum und ihre 

Membranintegrität in Gegenwart der mit Orangenöl funktionalisierten Nanopartikel 

beibehielten. Zudem konnte eine gute antibakterielle Aktivität demonstriert werden. Die 

Freisetzung der antimikrobiellen Substanzen aus dem Gerüst kann durch die 

Zusammensetzung oder Ladung gesteuert werden. Kollagen kann beispielsweise mit einem 

weiteren Biomaterial gemischt werden, so dass eine gut organisierte Struktur gebildet werden 

kann bei der die Porosität und Porengröße variiert werden kann. Ramanathan et al. 

veröffentlichte 2020 eine Studie in der eine zweischichtige Matrix durch Elektrospinning einer 

hybriden Celluloseactetat-Nanofaser und einer 3D-Matrix aus Kollagen hergestellt wurde.468 

So bestand die obere Schicht aus dem nanofaserigen Teil und die untere aus einem 

schwammartigen porösen Teil. Dadurch konnten die physikalischen und biologischen 

Eigenschaften verstärkt werden und eine hohe Porosität, Quellung und Stabilität der Gerüste 
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sowie eine hohe Biokompatibilität konnte demonstriert werden. Die in der vorliegenden 

Arbeit hergestellten Kollagengerüste könnten ebenfalls mit einem Nanovlies als obere Schicht 

kombiniert werden. Interessant wäre auch die Verkapselung der Wirkstoffe bevor sie mit dem 

Kollagen gemischt werden. Liposomen werden bereits eingesetzt, die im Inneren 

Wachstumsfaktoren wie z.B. bFGF enthalten.231, 232 Zudem werden bereits mit Gold oder Silber 

beladene Nanopartikel aus Polymeren aufgrund ihrer antibakteriellen Wirkung eingesetzt.230, 

233-236 Um die Nährstoffversorgung zu verbessern, werden in neuesten Studien 

sauerstofffreisetzende Materialien wie Calciumperoxid in 3D-Gerüste integriert. Es konnte 

gezeigt werden, dass dadurch die Hypoxie gelindert werden konnte und die Zellproliferation 

gewährleistet wurde.340 Mit Hilfe der oben beschriebenen Technologien könnten die 3D-

Kollagengerüste modular aufgebaut werden und an die Bedürfnisse des Patienten individuell 

angepasst werden. 

 

In einem weiteren Projekt wurde, statt Kollagen, AAM, eine dezellularisierte Matrix, die rein 

natürlich gewonnen wurde und injizierbar ist, für die Herstellung eines 3D-Gerüstes 

verwendet. Sie kann im Anschluss als Gerüst für patienteneigene Zellen oder diverse Zelllinien 

dienen. Leider weist AAM schwache mechanische Eigenschaften auf, so dass es aufgrund des 

schlechten Fließverhaltens alleine nicht gedruckt werden kann. Zudem ändert sich die 

Flussrate über die Zeit durch eine inhomogene Zusammensetzung von AAM und eine 

unterschiedlich starke Vernetzung der EZM-Komponenten. Deshalb wurde eine Mischung mit 

optimalen Verhältnis aus AAM und Pluronic entwickelt, so dass formstabile Gerüste 

hergestellt werden konnten. AAM sorgt dabei für die Biokompatbilität während Pluronic dem 

Gerüst die nötige Stabilität gibt. Mittels 3D-Druck können so Schicht-für-Schicht komplexe und 

heterogene Strukturen hergestellt werden.418 Im nächsten Schritt sollte die Stabilität der 

Gerüste in Zellkulturmedium überprüft werden bevor das AAM/Pluronic-Gemisch mit Zellen 

beladen wird. Eine umfangreiche Charakterisierung der vorliegenden 3D-Gerüste mit 

möglichen Modifikationen, sollte das angiogene Potenzial demonstrieren. Mit Hilfe des 

Bioprinting Verfahrens können potentielle Wundauflagen für die Verbesserung der Heilung 

designed werden, die an die Bedürfnisse des Patienten angepasst werden können. 
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