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1. EINLEITUNG 

 

1.1 Knochengewebe und osteoblastäre Differenzierung 

 

Im Knochengewebe, das reich an extrazellulärer Matrix ist, finden sich hauptsächlich 

Vorläuferzellen, Osteoblasten, Osteocyten und Osteoklasten, die sich aus den multipotenten 

Stammzellen im Knochenmark ableiten:  

Die Vorläuferzellen oder mesenchymalen Progenitorzellen können sich unter anderem zu 

Chondrocyten, Adipocyten, Myoblasten, Fibroblasten und Osteoblasten entwickeln [1] und 

werden mittels bestimmter Signale zur Differenzierung angeregt [2, 3]. 

Die Osteoblasten sind die eigentlichen knochenbildenden Zellen. Sie lagern sich auf 

vorhandenem Gewebe ab und sezernieren die Proteine der extrazellulären Matrix, die zu ca. 

90 % aus Kollagen I-Fasern und zu ca. 10 % aus nichtkollagenen Glykoproteinen besteht. Die 

Mineralisierung des neugebildeten sogenannten Osteoids erfolgt in erster Linie durch die 

Ablagerung von Calciumphosphatkristallen [4], welche die Knochenmatrix festigen und einen 

Großteil des Knochenminerals ausmachen. Die sezernierte und in der fortlaufenden 

Entwicklung mineralisierte Matrix schließt die Zellen sukzessiv ein und fördert die 

Differenzierung des Osteoblasten zum Osteocyten. 

Der Osteocyt ist eine ausgereifte Knochenzelle, die vollkommen in die mineralisierte 

extrazelluläre Matrix eingeschlossen ist. Osteocyten befinden sich in den Lakunen im Inneren 

des Knochens und sind über lange cytoplasmatische Ausläufer in Kanälen der mineralisierten 

Matrix mit anderen Osteocyten verbunden [5].  

Die aus mehreren Vorläuferzellen hämatopoetischen Ursprungs fusionierten mehrkernigen 

Osteoklasten [6] sind die resorptiven Zellen des Knochens. 

Die Osteoblastogenese von der unreifen mesenchymalen Vorläuferzelle über den 

Osteoblasten zum Osteocyten wird in drei Hauptstadien unterteilt: die Proliferation, die 

Matrixbildung und die Mineralisierung. Diese sind durch die Expression von Markergenen 

wie H4, OP, BSP, AP, KOLL-1 und OC gekennzeichnet. Der Proliferationsmarker H4 wird 

während der Proliferationsphase und KOLL-1 zu Beginn der Differenzierung verstärkt 

exprimiert, die Expression dieser Gene sinkt jedoch während der weiteren Entwicklung der 

Zelle. Die Expression der Gene OP, AP und BSP geht mit der Matrixbildung einher. Während 

die Expression von AP im weiteren Differenzierungsverlauf wieder sinkt, steigt die 

Expression von OC und BSP in der Mineralisierungsphase weiter an. Letztere binden an den 

Hydroxyapatit der mineralisierten extrazellulären Matrix [7, 8]. 
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Aus mesenchymalen Vorläuferzellen, die auch als Progenitorzellen bezeichnet werden, 

können sowohl Chondroblasten als auch Osteoblasten hervorgehen. Während für das 

chondrogene Zellschicksal der Transkriptionsfaktor SOX-9 benötigt wird, ist der 

Transkriptionsfaktor RUNX-2 (auch CBFA-1 genannt) für die osteogene Weiterentwicklung 

der Vorläuferzelle entscheidend [9]. Unreife Osteoblasten und eine fehlende Knochenbildung 

im transgenen Mausmodell sowie die fehlende Expression der charakteristischen Gene OP, 

KOLL-1, AP und OC verdeutlichen die Schlüsselrolle von RUNX-2 in der Osteoblastogenese 

[10-14]. Am Knock-out-Mausmodell wurde ein weiterer, für die terminale Entwicklung des 

Osteoblasten essentielle Transkriptionsfaktor OSX entdeckt [15]. Er moduliert ebenfalls die 

Expression osteogener Marker. Die Tatsache, dass in RUNX-2-defizienten Mäusen kein OSX, 

aber in OSX-defizienten Mäusen RUNX-2 exprimiert wird, lässt darauf schließen, dass OSX 

nach RUNX-2 aktiv ist. Somit könnte OSX für einen späteren Zeitpunkt der Differenzierung 

notwendig sein, wobei RUNX-2 keinen direkten Einfluss auf dessen Expression hat [16]. Die 

wichtigsten Gene der osteoblastären Differenzierung sind in Abbildung 1.1 zusammengefasst. 

 

                  KNOCHENMARK                                               KNOCHEN  

 
MSZ       ����         Präosteoblast      ����      Osteoblast    ����     Osteocyt 

                      RUNX-2            KOLL-1        β-CAT        KOLL-1 

                                                 BSP             OSX            OC 

                                                                TCF / LEF1       AP 

                                                                  RUNX-2           BSP 

Abbildung 1.1 

Expression osteogener Marker und bedeutender Moleküle des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges im 

Differenzierungsverlauf nach Robling et al. [17]. β-CAT, beta-Catenin; AP, alkalische Phosphatase; BSP, Bone 

Sialoprotein; KOLL-1, Kollagen 1; LEF-1, Lymphoid enhancer-binding factor 1; MSZ, mesenchymale 

Stammzelle; OC, Osteokalzin; OSX, Osterix; RUNX-2, Runt-related transcription factor 2; TCF, T cell factor. 

 

Einen weiteren positiven Einfluss auf die osteogene Entwicklung haben auch die 

Transkriptionsfaktoren c-FOS [18] und ATF-4 [19]. Des Weiteren können Cytokine wie FGF 

[20] oder BMP-2 die Osteoblastogenese über die Induktion von RUNX-2 und OSX [15, 21] 

modulieren. Der Transkriptionsfaktor LEF-1 kann die terminale Reifung des Osteoblasten im 
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fortgeschrittenen Differenzierungsstadium inhibieren [22]. Nach einer Aktivierung des WNT-

Signaltransduktionsweges reguliert er zusammen mit β-CAT die Expression WNT-sensitiver 

Gene im Zellkern. Im frühen Entwicklungsstadium der osteoblastären Zelle fördert der 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg zusammen mit dem IHH-Signaltransduktionsweg den 

osteogenen Fortschritt [23].  

Die osteogene Differenzierung von Vorläuferzellen, Präosteoblasten oder Osteoblasten ist ex 

vivo möglich. Schon in mesenchymalen Vorläuferzellen kann die osteogene Entwicklung 

durch die Zugabe des synthetischen Glucocorticoids Dexamethason oder von Vitamin D3 

gefördert werden [24, 25]. Die präosteoblastäre, murine Zelllinie MC3T3-E1 [26] ist aufgrund 

ihrer Fähigkeit zur Differenzierung und ihrer Möglichkeit zu mineralisieren als in vitro-

Modell für die osteoblastäre Entwicklung etabliert und gut untersucht. Die Differenzierung 

dieser Zellen kann mit Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat induziert werden [27, 

28]. Nach Zusatz von Ascorbat-2-Phosphat erhöht sich die Synthese der mRNA für Typ I 

Prokollagen in MC3T3-E1-Zellen nachweislich [29] und eine extrazelluläre Kollagenmatrix 

kann wiederum die Differenzierung von Vorläuferzellen fördern [30, 31]. Primäre 

Osteoblasten können aus den Calvarien neonataler Mäuse oder Ratten gewonnen werden und 

nach Supplementierung des Kulturmediums mit Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat 

im Kultivierungsverlauf weiter differenzieren und mineralisieren [32]. Sie stellen somit ein 

weiteres Zellkulturmodell für die osteogene Differenzierung in vitro dar.  

 

 

1.2 Regulation des Knochen-Remodelings 

 

Der Knochen hat vielfältige Funktionen als Kalziumspeicher, Stützapparat, Anhaftungsstelle 

für Muskeln und Sehnen sowie als Schutzhülle für Organe. Das Knochengewebe ist ständiger 

Dynamik unterworfen und enthält viele Knochen-umbauende Einheiten, die auch als Basic 

Multicellular Units (BMU) bezeichnet werden. In einer BMU werden alle am Knochenumbau 

beteiligten Zellen zusammengefasst. Das Remodeling ist ein physiologischer Vorgang im 

Knochengewebe, bei dem sich die Resorption und der Knochenaufbau im Gleichgewicht 

befinden.  

Die wichtigsten bekannten Faktoren und Signalmoleküle, die in den Remodelingprozess 

eingreifen, sind in Abbildung 1.2 zusammengefasst. Sowohl das Parathormon als auch 

Vitamin D3 als Regulatoren der Kalziumhomöostase sowie Steroidhormone und 

Wachstumsfaktoren haben biochemische Einflüsse auf das Remodeling [33, 34]. Auch 
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physikalische Reize in Form von Dehnung oder Kompression sind für den Erhalt der 

Knochenmasse essentiell [35, 36].  

Veränderungen der Balance zwischen Knochenabbau und -aufbau führen zu Knochenverlust 

(z.B. Osteoporose [37]) oder übermässigem Wachstum (z.B. Osteopetrose [38]).  

 

 
Abbildung 1.2 

Übersicht der Einflussfaktoren auf die Knochenhomöostase nach Harada & Rodan 2003 [33]. BMP, Bone 

morphogenetic protein; Ca, Kalzium; LRP5, Low density lipoprotein receptor-related protein; PTH, 

Parathormon; Wnt, zusammengesetze Abkürzung aus Wingless und Integration-1. 

 

Die koordinierte Interaktion von Osteoklasten und Osteoblasten bzw. Osteocyten sind für das 

Remodeling von Knochen auf zellulärer Ebene verantwortlich. Die Osteoblasten können den 

Umbauprozess aktivieren. Sie exprimieren verstärkt M-CSF und RANKL als Antwort auf 

z.B. Vitamin D3 [39], PTH [40] oder bestimmte Cytokine [41]. Osteoblasten induzieren über 

M-CSF und die Interaktion zwischen RANKL/RANK mit hämatopoetischen Vorläuferzellen 

deren verstärkte Proliferation sowie darauf folgend die terminale Differenzierung der 

Präosteoklasten zum multinukleären Osteoklasten [42, 43]. Ein kompetitives Molekül als 
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Gegenspieler der Osteoklastenreifung über die RANKL/RANK-Interaktion ist das von 

Osteoblasten synthetisierte lösliche OPG [44, 45]. Der polare aktive Osteoklast sezerniert auf 

der knochenzugewandten Seite Salzsäure, die zur Entstehung eines sauren Milieus führt, das 

die anorganischen Bestandteile des Knochens löst. Die ebenfalls ausgeschütteten 

proteolytischen Enzyme wie Cathepsin K und Metalloproteinasen degradieren die freigelegten 

organischen Bestandteile. Eine Inaktivierung der Osteoklasten kann über Östrogene und 

Bisphosphonate, die die apoptotischen Signalkaskaden in diesen Zellen stimulieren, erfolgen 

und dadurch indirekt die Absorption des Knochens reduzieren [46]. Eine Kopplung der 

Knochenresorption mit dem Knochenwiederaufbau findet auch über frei werdende 

Wachstumshormone wie IGF-I/II und TGF-β aus der abgebauten Matrix statt. Eine weitere 

Möglichkeit besteht darin, dass die Osteoklasten selbst Wachstumsfaktoren für osteoblastäre 

Vorläuferzellen sezernieren [47]. Eine weitere Form der Rekrutierung könnte über die Signale 

der Osteocyten, von denen ca. 60% außerhalb der Reversal-Line das Vorgehen der 

Osteoklasten überleben [48], eingeleitet werden. Osteoblasten werden mittels freigesetzter 

Faktoren, die eine mitogene Wirkung haben (zum Beispiel TGF-β1 [49]), rekrutiert und 

bauen den resorbierten Knochen wieder auf. Sie müssen sich an spezifischen Stellen anlagern, 

das Osteoid sezernieren und die neue Matrix anschließend mineralisieren. 

 

 

1.3 Bedeutung des mechanischen Reizes für das Knochenremodeling 

 

1.3.1 Mechanotransduktion 

 

Wolff postulierte schon 1982 das Gesetz „Form folgt Funktion“ und erkannte damit, dass die 

Mechanik ein wichtiger Faktor für die Bildung und den Erhalt des Knochens ist [50]. Als 

Mechanotransduktion wird die Umwandlung des biophysikalischen Reizes in eine zelluläre, 

biochemische Antwort bezeichnet. Externe Kräfte führen zu einer flüssigkeitsinduzierten 

Scherspannung oder zu einer Deformation. Hierbei kann aufgrund ihrer Lokalisation im 

Knochengewebe angenommen werden, dass Osteoblasten eher auf eine Deformation der 

Matrix und Osteocyten eher auf die flüssigkeitsinduzierte Scherspannung reagieren [51, 52]. 

Für die Transduktion des biophysikalischen Signals in den Zellkern sind unterschiedliche 

Rezeptoren und Signaltransduktionswege verantwortlich. Die Komplexität dieses 

Mechanismus ist aus Abbildung 1.3 ersichtlich. 
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Extrazelluläre Matrix            Wachstumsfaktoren 

 
 

Abbildung 1.3 

Übersicht der an der Mechanotransduktion beteiligten Faktoren nach Liedert 2006 et al. [53]. AA, arachidonic 

acid; AC, adenylatyclase: Akt/PKB, protein kinase B; AP1, activator protein 1; BMP, bone morphogenetic 

protein; CAM, Calmodulin; COX 1/2, Cyclooxygenase 1/2; CREB, c-AMP response element–binding protein; 

c-Src, Tyrosin Proteinkinase; DAG, Diacylglycerol; EGF, epidermal growth factor; eNOS, endothelial nitric 

oxide synthase; ERα, estrogen receptor α; ERK-1/2, extracellular signal regulated protein kinase 1/2; FAK, 

focal adhesion kinase; GSK-3β , glycogen synthase kinase-3β ; Gs , stimulatory G–protein; GPCR seven-

transmembrane-domain G–protein–coupled receptor; Gq , protein with αq subunit (acitvates PLC; 

phospholipase C-β ); IGF, insulin–like growth factor; iNOS, inducible nitric oxide synthase; IP3: inositol 

trisphosphate; LEF, lymphoid enhancer-binding factor; MEK, mitogen-activated protein kinase extracellular 

signal regulated protein kinase; NF-κB, nuclear factor-κB; PI3K, phosphoinositide 3-kinase; PGE2, 

prostaglandin E2; PGES, prostaglandin synthase; PKA, protein kinase A; PKC, protein kinase C; PL, 

phospholipid; Raf, rat fibrosarcoma serin/Threonine protein kinase; SMAD, small, mother against 

decapentaplegic; Ras, rat sarcoma monomeric GTP-binding protein; TCF, T–cell factor; TGF-β , transforming 

growth factor-β ; wnt, wingless/integration-1. 

 

Spannungs-regulierte und mechanosensitive Kalziumkanäle werden nach mechanischer 

Stimulation geöffnet und führen zu einer Erhöhung der Kalziumkonzentration in der Zelle 

PROLIFERATION 
DIFFERENZIERUNG 

ÜBERLEBEN 
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[54, 55]. Eine Erhöhung des Kalziumspiegels im Cytoplasma kann z.B. zu einer 

Translokation des Transkriptionsfaktors NFκB in den Zellkern führen. Dort reguliert er zum 

Beispiel die Expression von COX-2 [56].  

Ein weiterer second Messenger, dessen Konzentration nach mechanischer Stimulation 

ansteigt, ist cAMP [57]. Ein Anstieg der cAMP-Konzentration führt zur verstärkten Aktivität 

von PKA. Diese wiederrum kann über die Aktivierung verschiedener Kinasen die 

Phosphorylierung von ERK-1/2 initiieren. Der von diesem Signaltransduktionsweg aktivierte 

Transkriptionsfaktor AP-1 moduliert die Expression mechanosensitiver Gene wie z.B. c-FOS 

oder COX-2 [58]. Sowohl Kalziumionen als auch cAMP können über die Gap Junctions, 

deren Anzahl unter mechanischem Einfluss ebenfalls steigt, das Signal in die Nachbarzellen 

übertragen [59, 60]. 

Weitere Mechanorezeptoren stellen die Integrine dar. Sie verbinden die extrazelluläre Matrix 

mit dem Zytoskelett der Zelle [61]. Integrine interagieren mit FAK und können weitere 

Kinasen rekrutieren, die in der anschließenden Kaskade ERK-1/2 phosphorylieren [62].  

Auch das Zytoskelett ist an der Mechanorezeption und der Weiterleitung des Signals beteiligt. 

Multiproteinkomplexe bilden aus spezifischen Adaptermolekülen und Transkriptionsfaktoren 

die sogenannten Mechanosomen. Diese Mechanosomen können unterschiedlich 

zusammengesetzt sein. Sie wandern in den Nukleus und modulieren abhängig von den 

beteiligten Transkriptionsfaktoren die Expression verschiedener Gene [63]. 

 

 

1.3.2 Effekte mechanischer Reize auf osteoblastäre Zellen 

 

Mechanische Stimulation beeinflusst die Proliferation, Differenzierung und Orientierung von 

Osteoblastenvorläuferzellen [64, 65]. In humanen Osteoblasten führte mechanische 

Stimulation zum Beispiel zu einer Erhöhung der Expression von Proliferationsmarkern und zu 

einer Erniedrigung der Expression von OC sowie der AP-Aktivität [66]. Sie verändert die 

Signaltransduktion in Osteoblasten und führt dadurch zu einer Veränderung der Expression 

verschiedener Gene [67, 68]. In Osteocyten ist z.B. die Transkription der Gene c-FOS, COX-

2, IGF-I und OC nach zyklischer Dehnung in vitro verändert [69]. Auch die Art der 

mechanischen Stimulation ist von Bedeutung. Kaspar et al. berichteten von einem Einfluss 

der Zyklenzahl und Frequenz in in vitro-Versuchen [70]. Zusätzlich zu den bereits 

beschriebenen Faktoren werden immer mehr Moleküle beziehungsweise 

Signaltransduktionswege entdeckt, die an der Mechanotransduktion beteiligt sind. 
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Auch der WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg, der ein wichtiger Modulator in der 

Knochenentwicklung und osteoblastären Differenzierung ist, wird durch mechanische 

Einflüsse verändert. Lau et al. untersuchten die Genexpression von murinen primären 

osteoblastären Zellen nach Stimulation mit einer Flüssigkeitsströmung in vitro und konnten 

eine Veränderung der Transkription der Gene des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges 

nachweisen. In vivo-Versuche an murinen Tibien konnten diese Erkenntnisse bestätigen [71]. 

In weiteren Versuchen an transgenen Mäusen konnte ebenfalls die Beeinflussung der WNT/β-

CAT-Signalkaskade durch Mechanik nachgewiesen werden. Zudem scheint eine Aktivierung 

dieses Signaltransduktionsweges die Mechanosensitivität von Knochenzellen zusätzlich zu 

erhöhen [71, 72]. Untersuchungen auf Proteinebene wiesen eine Translokation von β-CAT 

nach Flüssigkeitsströmung oder mechanischer Dehnung nach. β-CAT kumulierte im Zellkern 

und interagierte mit den Transkriptionsfaktoren TCF und LEF-1 [73, 74]. Detaillierte 

Analysen zur Rolle der einzelnen, am WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg beteiligten 

Moleküle in der Mechanotransduktion stehen jedoch noch aus.  

Nach mechanischer Stimulation konnten in vitro und in vivo Veränderungen der 

Genexpression des zur Familie der Heparin-bindenden Polypeptide gehörenden Faktors PTN 

nachgewiesen werden [75-77]. Der Einfluss mechanischer Stimulation auf die Expression des 

verwandten Wachstumsfaktors MK wurde jedoch im Knochen noch nicht untersucht. 

 

 

1.4 Bedeutung des WNT/ββββ-CAT-Signaltransduktionsweges für die Regulation der 

Knochenmasse 

 

Der von den Glykoproteinen der WNT-Familie induzierte kanonische Signaltransduktionsweg 

reguliert die Entwicklung in zahlreichen unterschiedlichen Geweben und ist in Abbildung 1.4 

dargestellt. Spezifische WNT-Moleküle übertragen ihre Signale mittels Bindung an 

Rezeptoren der Frizzled-Familie [78] und den Rezeptoren LRP5 und LRP6 [79]. Über eine 

Signalkaskade stabilisieren die WNT-Moleküle β-CAT, das das Signal in den Zellkern 

übermittelt. Im Komplex mit den Transkriptionsfaktoren LEF-1 und TCF-1 reguliert β-CAT 

die Transkription WNT-sensitiver Gene [80]. Die Gene, die vom WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweg reguliert werden, modulieren in erster Linie die Zellproliferation und 

Zelldifferenzierung [81]. 
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Abbildung 1.4:  

Überblick über den kanonischen WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweg nach Gordon & Nusse [82]. 

Linke Abbildung: ohne WNT wird β-Catenin vom Axin/APC/GSK3-Komplex phosphoryliert und so für den 

Abbau markiert. Zur selben Zeit werden die Zielgene des WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweges über eine 

Interaktion von Groucho mit TCF reprimiert. 

Rechte Abbildung: WNT bindet an den Frizzled- und LRP-Rezeptor, induziert die Phosphorylierung von LRP 

und darauf folgend die Rekrutierung von Axin. DSH wird ebenfalls phosphoryliert und inhibiert den 

Axin/APC/GSK3-Komplex, was zu einer Akkumulierung von β-Catenin im Zytoplasma führt. β-Catenin kann 

in den Nukleus wandern, Groucho verdrängen und zusammen mit LEF-1 (in Abbildung nicht dargestellt) und 

TCF die Expression von Zielgenen des WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweges regulieren. 

APC, adenomatous polyposis coli; DSH, dishevelled; GSK3, glycogen synthase kinase-3; LEF, lymphoid 

enhancer-binding factor; TCF, T-cell factor; WNT, wingless/integration-1. 

 

Die Entdeckung einer loss-of-function-Mutation im humanen LRP5-Rezeptor, deren Träger 

das Osteoporose-Pseudogliom-Syndrom hatten, lieferte erste Hinweise auf die Bedeutung des 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges in der Knochenentwicklung und im Knochenerhalt 

[83]. Ein anderer Aminosäurenaustausch in einer Untereinheit des LRP5-Rezeptors führte zu 

einer gain-of-function-Mutation und einer erhöhten Knochendichte bei den betroffenen 

Personen [38]. In einer Vielzahl von Studien wurde seitdem der Einfluss des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges auf die Differenzierung des Osteoblasten sowie auf die 
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Osteoklastogenese untersucht und die Ergebnisse zeigten die Bedeutsamkeit dieses 

Signaltransduktionsweges in der Regulation der Knochenmasse. 

Die mRNA-Expression vieler Gene, die am WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg beteiligt 

sind, ist nach Induktion der Differenzierung mit Dexamethason in humanen Osteoblasten in 

vitro verändert [84]. In einem Tiermodell konnte nach Applikation des osteoinduktiven 

Wachstumsfaktors BMP-2 im murinen Muskel ebenfalls eine verstärkte Expression von 

WNT-Genen festgestellt werden [85]. Zum einen fördern die WNT-Moleküle das Überleben 

der frühen Vorläuferzellen [86], zum anderen ist die Aktivierung des kanonischen Signals 

entscheidend für das weitere Zellschicksal und die osteogene Differenzierung (siehe 

Abbildung 1.5).  

 

 
Abbildung 1.5 

Einfluss des WNT/βCAT-Signaltransduktionsweges auf die osteogene Differenzierung nach Glass & Karsenty 

2007 [87] 

Dunkelgrau: Einfluss des WNT/βCAT-Signaltransduktionsweges, hellgrau: Markergene der Differenzierung. 

RUNX-2, Runt-related transcription factor 2; Sox, SRY-box containing gene; WNT, wingless/integration-1. 

 

Das Polypeptid WNT10b wurde im transgenen Mausmodell untersucht. Es fördert bereits in 

der frühen Entwicklung die Festlegung des osteochondrogenen Zellschicksals, während es die 

adipogene Weiterentwicklung hemmt [88]. Hill et al. stellten fest, dass in Vorläuferzellen mit 

einer Mutation in β-CAT die Osteoblastogenese blockiert ist und sich statt dessen 

Chondrozyten entwickeln [89]. Eine andere Arbeitsgruppe inaktivierte β-CAT in 

mesenchymalen Vorläuferzellen und erzielte unter Versuchsbedingungen, die eigentlich nur 

die osteoblastäre Weiterentwicklung zuließen, eine chondrogene Differenzierung [90]. Beide 

Arbeitsgruppen postulierten, dass die quantitative Veränderung von β-CAT als molekularer 
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Schalter bei der Entscheidung zwischen dem osteogenen und dem chondrogenen 

Zellschicksal agiert. 

Obwohl die Vermutung nahe liegt, dass der WNT/βCAT-Signaltransduktionsweg die 

Expression des Differenzierungsmarkers RUNX-2 für die weiterführende osteogene 

Entwicklung reguliert, ist die RUNX-2-Expression unabhängig von LEF-1 [91]. Sclerostin 

(SOST) ist ein Antagonist der WNT-Moleküle und kann an LRP5 und 6 anbinden. Sein 

Verlust führt über einen verstärkt aktivierten WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg zu einer 

erhöhten Knochenmasse [92]. 

Die Effekte der Aktivierung des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges sind jedoch 

abhängig vom Differenzierungsstadium der Zelle. In differenzierten Osteoblasten wird der 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg für die weitere Entwicklung nicht mehr benötigt [93] 

und übernimmt andere Funktionen: In reifen Osteoblasten kann die Differenzierung von 

Osteoklasten über die zusätzliche Aktivierung des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges 

moduliert werden. In diesem Fall kontrolliert β-CAT zusammen mit TCF die Expression von 

OPG, das über einen kompetitiven Mechanismus mit RANK die Entstehung des Osteoklasten 

steuert [94]. 

 

 

1.5 Die Familie der Heparin-bindenden Polypeptide 

 

1.5.1 Struktur, Vorkommen und Funktionen 

 

PTN (auch HB-GAM, OSF-1, HBNF genannt) und MK bilden eine hochkonservierte, 

eigenständige Familie von Wachstumsfaktoren, die untereinander eine ca. 45%-ige 

Homologie ihrer Aminosäuresequenz besitzen und mit Heparin- und Chondroitinsulfatketten 

der extrazellulären Matrix assoziieren [95, 96]. Beide Proteine bestehen aus zwei Domänen, 

die von Disulfidbrücken gehalten werden und jeweils in drei antiparallele β-

Faltblattstrukturen unterteilt sind [97, 98]. PTN wurde bei der Analyse neuronaler 

Wachstumsfaktoren im Rattengehirn und MK bei der Untersuchung Retinolsäure-induzierter 

Faktoren für die Zelldifferenzierung entdeckt [99, 100]. Wachstumsfaktoren kontrollieren die 

Entwicklung eines Gewebes, indem sie das Wachstum, die Differenzierung und das 

Überleben vieler Zelltypen regulieren. Erste Untersuchungen postulierten für beide Proteine 

zunächst eine Rolle in der Embryogenese und in der Tumorentwicklung [101-103]. Jedoch 
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scheinen die beiden Moleküle auch im Knochengewebe eine besondere Funktion zu besitzen. 

Sie sind in die Frakturheilung und in die Knochenbildung involviert: 

Frakturheilungsstudien an murinen Tibien beschrieben immunhistologisch eine verstärkte 

Expression von MK in Chondrocyten während der Frakturheilung und Knochenentwicklung. 

Wenn MK in Knorpelzellen überexprimiert wurde, zeigten diese eine erhöhte Chondrogenese 

[104]. In einem weiteren Knochenfrakturmodell in der Ratte wurde ebenfalls eine erhöhte 

Menge PTN im neugebildeten Knochengewebe nachgewiesen [105]. In vivo-Mausmodelle 

mit einer PTN-Überexpression wiesen eine erhöhte Knochendichte auf [106, 107], 

wohingegen die PTN-Defizienz keinen Einfluss auf die Knochenbildung und Mineralisierung 

hatte [108]. Des Weiteren wurde der Verlust der Knochenmasse nach Ovarektomie in Mäusen 

durch PTN-Überexpression kompensiert. Dies unterstreicht die knochenanabole Wirkung 

dieses Proteins [109]. PTN förderte in in vitro-Versuchen die Proliferation und 

Differenzierung osteoblastärer MC3T3-E1-Zellen [110] und induzierte die Proliferation, 

Differenzierung und Knochenbildung humaner Vorläuferzellen [111]. Wie eine Studie zur 

murinen embryonalen Zahnentwicklung beschrieb, scheint der Effekt von MK auf die 

Proliferation von anderen Wachstumsfaktoren in der direkten Umgebung der betroffenen 

Zellen abhängig zu sein [112].  

 

 

1.5.2 Rezeptoren und Signaltransduktionswege 

 

Potentielle Rezeptoren für die beiden Heparin-bindenden Proteine (siehe auch Abbildung 1.6) 

sind sowohl die Syndecan-Rezeptoren, insbesondere SYN-3 [113-115] als auch PTPRζ1 

[116, 117] und ALK [118, 119]. Für MK wurde zusätzlich LRP, der ein Modulator des 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges ist, als Rezeptor beschrieben [120]. 

Syndecan-Rezeptoren sind membranständig, der zytosolische Teil kann einen 

Kinasenkomplex binden, der die Kinasen c-SRC und FYN sowie das c-SRC-Substrat 

Cortactin enthält. Bei einer Bindung von PTN an den Rezeptor wird dieser Komplex aktiviert 

und könnte über einen regulatorischen Einfluss auf das Zytoskelett die Zellmobiliät und 

Morphologie verändern [121, 122]. 
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Abbildung 1.6 

Potentielle Rezeptoren für PTN und MK. AKT, Thymoma viral proto-oncogene 1, ALK, Anaplastic Lymphoma 

Kinase; Fz, Frizzled; GSK-3, Glycogen synthase Kinase; LEF-1, Lymphoid enhancer-binding factor 1; LRP, 

Low density lipoprotein receptor-related protein; MK, Midkine; PI3 Kinase, Phosphatidylinositol 3 Kinase; 

PTN, Pleiotrophin; PTPRζ, Protein Tyrosin Phosphatase Rezeptor-Typ ζ; Src, TCF, T cell factor; Wnt, 

zusammengesetze Abkürzung aus Wingless und Integration 1. 

 

Kuo et al. wiesen nach, dass für den wachstumsfördernden Effekt der MK/ALK Interaktion 

die Aktivierung von IRS-1 und NFκB notwendig ist [123]. PTN kann über die 

Phosphorylierung von ALK die Phosphorylierung des anti-apoptotischen Proteins AKT 

fördern und so zum Beispiel das Wachstum von neuronalen Tumorzellen induzieren [124]. In 

fibroblastären Zellen wird der anti-apoptotische Effekt der PTN/ALK-Interaktion über die 

Aktivierung der PI3-Kinase und MAPK gefördert [125].  

Die Bindung von MK an PTPRζ1 unterdrückt die Apoptose embryonaler Neuronen nach 

Serumentzug. Über Versuche mit Inhibitoren konnte festgestellt werden, dass dieser Effekt 

ebenfalls über SRC weitervermittelt wird [126]. Eine Interaktion von MK oder PTN mit 

PTPRζ1 induziert die haptotaktische Migration von Osteoblasten-ähnlichen Zellen und 
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aktiviert hierzu die PI3-Kinase und PKC. MK kann zusätzlich über PTPRζ1 die MAPK 

aktivieren [127]. PTN kann über die Bindung von PTPRζ1 vermutlich den WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweg modulieren, indem es die Phosphorylierung von β-CAT reguliert 

[128]. Durch diese Phosphorylierung kann auch die Assoziation von β-CAT mit N-Cadherin 

unterbunden werden. Dieser Komplex beeinflusst die Zell-Zell-Adhäsion und führt über einen 

Umbau des Zytoskeletts wahrscheinlich zu einer erhöhten Zellmigration [129]. 

Für MK konnte bereits eine Interaktion mit den Rezeptoren LRP1 und LRP6 nachgewiesen 

werden. Die Bindung von MK an LRP1 fördert das Zellwachstum und für die Interaktion von 

MK mit LRP6 wurde PTPRζ1 als Korezeptor nachgewiesen [126, 130].  

Da die LRP-Rezeptoren als Bestandteil des Rezeptorkomplexes mit Frizzled im WNT/β-

CAT-Signaltransduktionsweg eine Rolle spielen und PTPRζ1 ebenfalls diesen 

Signaltransduktionsweg modulieren kann, könnte ein Zusammenhang zwischen den beiden 

Proteinen PTN und MK der Familie der Heparin-bindenden Polypeptide und dem WNT/β-

CAT-Signaltransduktionsweg bestehen.  
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1.6 Ziel der Arbeit 
 

Zusammenfassend ist festzuhalten, dass der komplexe Prozess der osteogenen Reifung einer 

Knochenzelle die Aktivität unterschiedlicher Faktoren zu spezifischen Zeitpunkten 

voraussetzt, von denen bisher lediglich ein kleiner Anteil untersucht ist. Auch die 

Mechanotransduktion im Zusammenhang mit der Differenzierung in Knochenzellen ist noch 

unzureichend analysiert. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollte ein Schwerpunkt auf die 

Bedeutung der Heparin-bindenden Polypeptide PTN und MK sowie des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges in der Differenzierung und in der Mechanotransduktion von 

osteoblastären Zellen gelegt werden.  

Im Einzelnen sollten folgende Fragen beantwortet werden: 

1. Wie verändert sich die Genexpression der beiden Wachstumsfaktoren PTN und MK 

sowie von Genen des WNT-Signaltransduktionsweges während der osteogenen 

Differenzierung von MC3T3-E1-Zellen und osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien? 

2. Sind diese Gene auch durch mechanische Belastung beeinflussbar?  

3. Zeigen PTPRζ1-Knockout-Zellen Veränderungen bezüglich der Differenzierung und 

der Mechanotransduktion im Vergleich zum Wildtyp? 

4. Welchen Einfluss hat MK auf die Proliferation und Mechanotransduktion muriner 

primärer osteoblastärer Zellen? 
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2 MATERIAL UND METHODEN 

 

2.1 Material 

 

2.1.1 Zellen 

 

MC3T3-E1- Zellen 

Die von den Calvarien-Zellen embryonaler C57BL/6-Mäuse abgeleitete, präosteoblastäre 

Zelllinie MC3T3-E1 wurde von der Deutschen Sammlung von Mikroorganismen und 

Zellkulturen GmbH in Braunschweig (Deutschland) bezogen. 

 

Primärzellen 

Murine primäre osteoblastäre Zellen wurden in unseren Laboren aus den Kalvarien von 

neonatalen C57BL/6 Mäusen, die im universitären Tierforschungszentrum gehalten wurden, 

isoliert. Murine PTPRζ1-Knockout-Zellen sowie die entsprechenden Wildtyp-Zellen wurden 

im Rahmen einer Kooperation (DFG AM 103/10-1, 19 18/3-1) von der Arbeitsgruppe Prof. 

Dr. M. Amling aus dem Universitätsklinikum in Hamburg-Eppendorf zur Verfügung gestellt. 

 

 

2.1.2 Zellkulturmedien 

 

Alle Zellen wurden in Alpha-MEM mit entsprechenden Zusätzen kultiviert (Tabelle 2.1). Für 

die primären osteoblastären Zellen wurde das FCS zusätzlich für 30 min bei 56 °C Hitze 

inaktiviert. 

 

Tabelle 2.1 Zellkulturmedien 

Zusätze im Expansionsmedium 
Penicillin/Streptomycin 
L-Glutamin 
FCS 

100 U/ml, 100 µg/ml 
2 mM 
10 % 

Zusätze im Differenzierungsmedium 
Penicillin/Streptomycin 
L-Glutamin 
FCS 
β-Glycerophosphat  
Ascorbat-2-phosphat  

100 U/ml, 100 µg/ml 
2 mM 
10 % 
10 mM 
0,2 mM 
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2.1.3 Oligonukleotide (Primer) 

 

Alle Oligonukleotide wurden von der Firma MWG (Ebersberg, Deutschland) hergestellt 

(Tabelle 2.2). 

 

Tabelle 2.2 Oligonukleotide 

Zielgen Sequenz 
AP links: 5´-GCT GAT CAT TCC CAC GTT TT-3´ 

rechts: 5´-GAG CCA GAC CAA AGA TGG AG-3´ 
β-CAT links: 5´-GAT TCG AAA CCT TGC CCT TT-3´ 

rechts: 5´-GTC GTG GAA TAG CAC CCT GT-3´ 
BSP links: 5´-GAA GCA GGT GCA GAA GGA AC-3´ 

rechts: 5´-GAA ACC CGT TCA GAA GGA CA-3´  
c-FOS links: 5´-CCA GTC AAG AGC ATC AGC AA-3´ 

rechts: 5´-ATG ATG CCG GAA ACA AGA AG-3´ 
GAPDH links: 5´-ACC CAG AAG ACT GTG GAT GG-3´ 

rechts: 5´-GGA TGC AGG GAT GAT GTT CT-3´ 
H4 links: 5´-ATG TCA GGA CGA GGA AAA GG-3´ 

rechts: 5´-CTT GGT AAT GCC CTG GAT GT-3´ 
KOLL-1 links: 5´-GCT GCA TAC ACA ATG GCC TA-3´ 

rechts: 5´-TCA AGC ATA CCT CGG GTT TC-3´ 
LEF-1 links: 5´- TCA TCA CCT ACA GCG ACG AG-3´ 

rechts: 5´- TGA CAT CTG ACG GGA TGT GT-3´ 
LRP6 links: 5´-TCA CTG AGT GCG AAG ACC AC-3´ 

rechts: 5´-CTG GCA CAC TGG AAC TGA GA-3´ 
MK links: 5´-AGA CCA TCC GCG TGA CTA AG-3´ 

rechts: 5´-GGC TTT GGT CTT TGA CTT GG-3´ 
OC links: 5´-GCG CTC TGT CTC TCT GAC CT-3´ 

rechts: 5´-ACC TTA TTG CCC TCC TGC TT-3´ 
PTN links: 5´-GAC CTC AAT ACC GCC TTG AA-3´ 

rechts: 5´-GGC TTG GAG ATG GTG ACA GT-3´ 
PTPRζ1 links: 5´-AAT CCC GGG AAA AGG TAA TG-3´ 

rechts: 5-TGG GTC ACT CTG ATC CAC AA-3´ 
RUNX-2 links: 5´-CCA CCA CTC ACT ACC ACA CG-3´ 

rechts: 5´-CAC TCT GGC TTT GGG AAG AG-3´  
SYN-3 links: 5´-ATA CTG GAG CGG AAG GAG GT-3´ 

rechts: 5´-GTA GAT GAG CAG CGT GAC CA-3´ 
 

 

2.1.4 Kits 

 

Tabelle 2.3 Kits 

Bezeichnung Verwendung Hersteller Ort 
β-Galactosidase Enzyme 
Assay System 

Transfektion Promega Madison, USA 
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Alkaline Phosphatase 
Staining Kit 

Immunhistologie 
 

Sigma Deisenhofen, 
Deutschland 

FuGENE® Transfection 
Kit 

Transfektion Roche Indianapolis, USA 
 

HotStarTaq Master Mix 
Kit  

PCR 
 

Qiagen 
 

Hilden, Deutschland 
 

Luciferase Assay System Transfektion Promega Madison, USA 
Omniscript RT Kit cDNA-Synthese Qiagen Hilden, Deutschland 
Platinum SYBR Green 
qPCR SuperMix-UDG 

Real-time-PCR 
 

Invitrogen 
 

Karlsruhe, Deutschland 
 

Qiafilter Plasmid Midi Kit Plasmid-Isolierung Qiagen Hilden, Deutschland 
RNase Free DNase Set RNA-Isolierung 

(DNA-Abbauenzym) 
Qiagen 
 

Hilden, Deutschland 
 

RNeasy Mini Kit mit Qia 
Shredder 

RNA-Isolierung 
 

Qiagen 
 

Hilden, Deutschland 
 

TOPO TA Cloning Kit Klonierung Invitrogen 
 

Karlsruhe, Deutschland 
 

X-Gal Staining Kit Transfektion Biosciences Marseille, Frankreich 
 

 

2.1.5 Lösungen und Puffer  

 

Tabelle 2.4 Lösungen und Puffer 

Bezeichnung Verwendung Zusammensetzung 
Fixiernatriumlösung Von Kossa-Färbung 5 % w/v Natriumthiosulfat-

Pentahydrat  
Kollagenverdaulösung Isolation primärer 

Osteoblasten 
Alpha-MEM 
0,1 % Kollagenase Typ Ia 
0,2 % Dispase  
sterilfiltrieren 

Lysepuffer  RNA-Isolation RLT-Puffer (Qiagen) 
143 mM β-Mercaptoethanol 

MTT-Lösung MTT-Test 0,5 % w/v MTT in PBS, steril 
filtriert 

Pyrogalluslösung Von Kossa-Färbung 1 % w / v Pyrogallol  
Silbernitratlösung Von Kossa-Färbung 5 % w/v Silbernitrat  
TAE-Puffer  Agarose-

Gelelektrophorese 
40 mM Tris/Essigsäure, pH 8,0 
1 mM EDTA 

 

 

2.1.6 Chemikalien 

 

Tabelle 2.5 Chemikalien 
Bezeichnung Hersteller / Vertrieb Ort 
β-Glycerophosphat 
(Dinatriumsalz) 

Sigma Deisenhofen, Deutschland 
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β-Mercaptoethanol Fluka Buchs, Schweiz 
Agarose Invitrogen Karlsruhe, Deutschland 
Alpha-MEM Biochrom Berlin, Deutschland 
Ampicillin Sigma Deisenhofen, Deutschland 
Ascorbat-2-phosphat 
(Sesquimagenesium Salz) 

Sigma Deisenhofen, Deutschland 

Basenpaarleiter (100 bp) Gibco BRL Karlsruhe, Deutschland 
Basenpaarleiter (5000 bp) Applichem Darmstadt, Deutschland 
Dispase Roche Indianapolis, USA 
DMSO Serva Heidelberg, Deutschland 
EDTA Merck Darmstadt, Deutschland 
Eisessig Merck Darmstadt, Deutschland 
Ethanol absolut Merck Darmstadt, Deutschland 
Ethidiumbromid Serva Heidelberg, Deutschland 
FCS PAA Laboratories Pasching, Österreich 
Formaldehyd Merck Darmstadt, Deutschland 
Glycerin Merck Darmstadt, Deutschland 
Glycin Fluka Buchs, Schweiz 
Haematoxylinlösung Chroma Münster, Deutschland 
Hefeextrakt Gibco BRL Karlsruhe, Deutschland 
Kollagenase Typ Ia Sigma Deisenhofen, Deutschland 
Ladepuffer (6x) Sigma Deisenhofen, Deutschland 
L-Glutamin Biochrom Berlin, Deutschland 
Methanol Merck Darmstadt, Deutschland 
Midkine (human, 
rekombinant) 

Dianova Hamburg, Deutschland 

MTT Fluka Buchs, Schweiz 
Natriumchlorid Riedel-de Haen Seelze, Deutschland 
Natriumhydroxid Merck Darmstadt, Deutschland 
Natriumphosphat Baker Gross-Gerau, Deutschland 
Paraformaldehyd Merck Darmstadt, Deutschland 
PBS PAA Laboratories Pasching, Österreich 
Penicillin/Streptomycin Gibco BRL Karlsruhe, Deutschland 
Pyrogallol Merck Darmstadt, Deutschland 
Salzsäure Merck Darmstadt, Deutschland 
Select Agar Gibco BRL Karlsruhe, Deutschland 
Select Yeast Extract Gibco BRL Karlsruhe, Deutschland 
Silbernitrat Roth Karlsruhe, Deutschland 
TopFlash-Vektor 
(TCF-Reporter-Plasmid) 

Upstate Hamburg, Deutschland 

Tris Merck Darmstadt, Deutschland 
Triton X-100 Merck Darmstadt, Deutschland 
Trypan Blau Sigma Deisenhofen, Deutschland 
Trypsin/EDTA  
0,05 %/0,02 % 

Biochrom Berlin, Deutschland 
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2.1.7 Restriktionsenzyme 

 

Alle verwendeten Restriktionsenzyme wurden von Invitrogen (Karlsruhe, Deutschland) 

bezogen (Tabelle 2.6). 

 

Tabelle 2.6 Restriktionsenzyme 

Bezeichnung Restriktionsenzym 
EcoRI + Puffer 3 
MluI + Puffer 3 
NcoI + Puffer 3 
PstI + Puffer 3 
SspI + Puffer 6 
 

 

2.1.8 Geräte 

 

Tabelle 2.7 Geräte 

Bezeichnung Modellbezeichnung Hersteller Ort 
Bildverarbeitungs-
software 

AnalySIS Soft Imaging 
System 

Münster, Deutschland 

Brutschrank  Hera Cell 240 Heraeus Hanau, Deutschland 
Digitale Kamera Coolpix 950 Nikon Düsseldorf, Deutschland 
Digitalkamera IX70 Olympus Hamburg, Deutschland 
DNA-Workstation UV Cleaner 

UVC/T-AR 
Kisker Steinfurt, Deutschland 

ELISA-Reader Versamax Molecular Devices Ismaning, Deutschland 
Geldokumentations-
gerät 

75S03227 Biorad München, Deutschland 

Gelelektrophorese-
kammer 

Horizon11-14 Life Technologies 
GmbH 

Karlsruhe, Deutschland 

iCycler Optical Module Biorad München, Deutschland 
Luminometer Centro LB 960 

DLReady 
Bertholt 
Technologies 

Bad Wildbad, Deutschland 

Magnetrührer  RCT basic IKA Labortechnik Staufen, Deutschland 
Mikroskop  IX 70 Olympus Hamburg, Deutschland 
Mikroskop  Axiophot 451887 Zeiss Oberkochen, Deutschland 
PCR-Gerät Robocycler 96 

Gradient Combo 
Stratagene Amsterdam, Holland 

Spektralphotometer Ultrospec Plus Pharmacia LKB Freiburg, Deutschland 
Wärmeschüttler SM-30 EB Labortechnik Hechingen, Deutschland 
Wasserbad 1012 GFL Burgwedel, Deutschland 
Zellstimulations-
geräte 

 Eigenbau Ulm, Deutschland 

 

 



MATERIAL UND METHODEN 
 

 

21 

Zellstimulationsgerät 

Zur Applikation zyklischer, uniaxialer Reize in unterschiedlichen Frequenzen und 

Dehnungsamplituden wurde in unserer Arbeitsgruppe ein Zellstimulationsgerät (Abbildung 

2.1) entwickelt [131]. In dieses Gerät können zellbesiedelte Silikonschalen eingespannt und 

mit Hilfe eines motorgesteuerten, rotierenden Exzenters gedehnt werden. Für die Dauer der 

mechanischen Stimulation (30 min) verblieben das Dehnungsgerät und die Proben im 

Brutschrank bei 37 °C und 5 % CO2. 

 

 

 

Abbildung 2.1 

Zellstimulationsgerät zur Applikation uniaxialer Reize auf die Zellen.  
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2.2 Methoden 

 

2.2.1 Zellkultur 

 

Zellinie 

MC3T3-E1-Zellen wurden im Expansionsmedium bei 37 °C, 5 % CO2  und gesättigter 

Luftfeuchtigkeit kultiviert. Das Kulturmedium wurde zweimal die Woche gewechselt. Mit 

Erreichen der Konfluenz wurden die Zellen mit 0,05 % Trypsin/0,02 % EDTA abgelöst und 

im Verhältnis 1 : 4 gesplittet.  

 

Isolierung und Zellkultur muriner, primärer Osteoblasten aus den Schädeldächern neonataler 

Mäuse 

Das Ziel war die Gewinnung osteoblasten-ähnlicher Zellen nach einer von Mikuni-Takagaki 

et al. [32] veröffentlichten Methode. In neugeborenen Mäusen ist die Mineralisierung des 

Knochens noch nicht vollständig abgeschlossen. Folglich können die enthaltenen 

Knochenzellen durch einen enzymatischen Verdau der Matrix gewonnen werden. 

Die jungen Mäuse wurden mit einer scharfen Schere dekapitiert und vor der Präparation zur 

Desinfektion kurz in 80 % Alkohol getaucht. Mit der Schere wurde über dem 

Hinterhauptsloch die Haut eingeschnitten und die Haut mit der Pinzette bis zur Nasenwurzel 

abgezogen. Anschließend wurde die Nasenwurzel mit der Pinzette festgehalten. Mit der 

Schere wurden zwei Schnitte vom Hinterhauptsloch bis zu den Augen durchgeführt. So ließ 

sich das Schädeldach hochklappen und abtrennen. Mit dem Skalpell konnten weitere Teile, 

die nicht zum Schädeldach gehören, entfernt werden. Die Schädeldächer wurden in einem 50-

ml-Falconröhrchen in eiskaltem PBS gesammelt. 

Nach der Präparation wurde das PBS entfernt, 10 ml Kollagen-Verdaulösung hinzugegeben 

und der Ansatz für 10 min bei 37 °C geschüttelt. Der Überstand mit der Zellsuspension des 

ersten Verdauschrittes wurde vorsichtig abgenommen und verworfen, 10 ml Verdaulösung 

zur Schädelsuspension hinzugefügt und für den zweiten Verdau 10 min bei 37 °C geschüttelt. 

Die Verdauschritte zwei bis fünf wurden zusammengefügt, die gesammelte Zellsuspension 

mit einem Zell-Filter filtriert und bei 1200 rpm für 6 min zentrifugiert. Die Zellen wurden im 

Expansionsmedium resuspendiert und in einer Dichte von ca. 15.000 Zellen/cm2 ausgesät. 

Am folgenden Tag wurde ein Medienwechsel durchgeführt, um tote Zellen zu entfernen.  
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Differenzierung der Zellen 

Um eine osteogene Differenzierung sowohl der MC3T3-E1-Zellen als auch der murinen 

primären osteoblastären Zellen zu induzieren, erhielten die Zellen ab dem vierten 

Versuchstag, an dem sie in der Regel zu 70–80 % konfluent waren, Differenzierungsmedium. 

Das Kulturmedium wurde zweimal die Woche ausgetauscht. Die Zellen wurden bei 37 °C, 5 

% CO2  und gesättigter Luftfeuchtigkeit bis zu 28 Tage kultiviert. 

 

 

2.2.2 Mechanische Stimulation 

 

Zellen wurden in einer Dichte von 11.000 Zellen/cm2 mit 5 ml Expansionsmedium in 

vorkonditionierte Silikonschalen ausgesät. 24 h vor der mechanischen Stimulation wurde die 

FCS-Konzentration auf 2 % reduziert. Für die Untersuchungen zum Einfluss von MK wurde 

die FCS-Konzentration auf 0,5 % reduziert und 10 pg/ml MK dem Kulturmedium 

hinzugefügt. In allen Versuchsblöcken wurde die Stimulation der Zellen mit 1800 Lastzyklen 

(entspricht 30 min) bei einer Dehnung von 1 % (10000 µstrain) und einer Frequenz von 1 Hz 

durchgeführt. Der Versuchsabbruch erfolgte sofort nach der Stimulation. 

 

 

2.2.3 MTT-Test 

 

Der MTT-Test ist ein kolorimetrisches Verfahren zur Messung der Stoffwechselaktivität 

vitaler Zellen. MTT-Tetrazolium wird durch mitochondriale Succinatdehydrogenasen zu 

blauem, wasserunlöslichen MTT-Formazan reduziert.  

Die Zellen wurden in einer Dichte von 2000 Zellen/Well in eine 96-Well-Platte ausgesät. 

Nach Adhäsion der Zellen (2-3 h) wurde das Medium abgesaugt und PTN oder MK in einer 

Konzentration von 1 pg/ml im Kulturmedium mit 0,5 % FCS hinzugefügt. Der Ansatz wurde 

für zwei bzw. fünf Tage bei 37 °C, 5 % CO2  und gesättigter Luftfeuchtigkeit kultiviert. 

Darauffolgend wurden 10 µl MTT-Lösung zu jedem Well hinzugefügt und die Platten für 

weitere 4 h inkubiert. Anschließend wurden die Zellplatten für 10 min bei 4000 rpm 

zentrifugiert und der Überstand vorsichtig abgekippt. Der Niederschlag wurde in 100 µl 

DMSO gelöst und die optische Dichte im ELISA-Reader bei 550 nm gemessen. 
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2.2.4 Immunhistologie 

 

Histochemischer Nachweis von Alkalischer Phosphatase-Aktivität 

Die Färbungen wurden sowohl an Zellen in Silikonschalen als auch an Zellen in Sechs-Well-

Platten durchgeführt. Dazu wurden die Zellen einmal mit PBS gespült und dann nach 

Anweisung des Herstellers mit Hilfe des Alkaline Phosphatase Staining-Kit mittels einer 

Zitrat-Aceton-Formaldehyd-Lösung fixiert und unter Zugabe eines Alkalifarbstoffgemisches 

gefärbt. Eine Gegenfärbung erfolgte mit Hämatoxilinlösung. 

 

Von Kossa-Färbung 

Bei der von Kossa-Färbung wird das Kalzium in Phosphaten und Karbonaten gegen 

Silberionen ausgetauscht und dadurch kalziumhaltige Strukturen braunschwarz angefärbt. Mit 

Hilfe dieser Methode konnte Mineralisierung in osteogen differenzierten Zellen nachgewiesen 

werden. 

Die Färbung wurde mit Zellen in Silikonschalen und mit Zellen in Sechs-Well-Platten 

durchgeführt. Dazu wurden die Zellen zweimal mit PBS gespült, für 10 min mit 4 % 

Paraformaldehyd fixiert, mit PBS gespült und für 15 min in Silbernitratlösung inkubiert. Nach 

einem weiteren Spülschritt mit Aqua dest. erfolgte eine 10-minütige Inkubation in 

Pyrogalluslösung mit anschließendem Aqua dest.-Waschschritt. Zuletzt wurden die Zellen für 

5 min in Fixiernatriumlösung inkubiert und mit Leitungswasser gespült. 

 

 

2.2.5 Nachweis der Veränderungen der Genexpression auf mRNA-Ebene 

 

Um Veränderungen in der Menge der mRNA nach mechanischer Stimulation zu messen, 

wurde die Gesamt-RNA einer Versuchsprobe aus den Zellen isoliert und mittels reverser 

Transkriptase in cDNA umgeschrieben. Anhand dieser Probe konnten Real-Time-PCR-

Untersuchungen durchgeführt werden. Für den Nachweis der Genexpression wurden für jedes 

Gen spezifische Oligonukleotide (Primer) auf Basis publizierter Sequenzen (PubMed 

Datenbank) mit Hilfe eines speziellen Computerprogramms (Primer3 V.04.0, Whitehead 

Institute for Biomedical Research, USA) entworfen. Diese Primer wurden in der Real-Time-

PCR eingesetzt, um die Intensität der Expression eines Zielgens zu bestimmen. Die 

Expression des Zielgens wurde anhand einer Eichgeraden quantifiziert und auf die ebenfalls 

mittels einer Eichgeraden quantifizierte Expression des Housekeeping-Gens GAPDH 
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(Glyceraldehyd-3-Phosphat-Dehydrogenase) normiert. Für die Erstellung einer Eichgeraden 

wurde eine 1 : 10 Verdünnungsreihe mit einer Startkonzentration von 0,1 µg/µl mit der 

Plasmid-DNA, die die zu amplifizierende Sequenz enthielt, hergestellt. Die Plasmid-DNA 

wurde durch Klonierung des gewünschten PCR-Stücks in einen pCR4-TOPO-Vektor, 

anschließende Transformation in kompetente E.coli Bakterien, Vermehrung und nach 

Isolierung, Sequenzanalyse und Linearisierung erhalten. 

 

Gesamt-RNA-Isolation 

Die Zellen wurden bei Versuchsabbruch einmal mit PBS gewaschen, sofort in RLT-Puffer 

mit Mercaptoethanol aufgenommen und eingefroren. Die weitere Aufarbeitung erfolgte über 

Affinitätsbindung an Silica-Gel-Membranen mit Hilfe des RNeasy Mini-Kit mit Qia Shredder 

nach den Anweisungen des Herstellers. Die Probe wurde mit Hilfe einer Shredder-Säule 

lysiert und für die Anbindung an die RNeasy-Affinitäts-Säule mit 70 % Ethanol versetzt. 

Nach einem DNase-Verdau und mehreren Waschschritten wurde die Gesamt-RNA von der 

Säule eluiert, die Quantität und die Qualität bei 260/280 nm photometrisch bestimmt und die 

RNA bei –80 °C gelagert. 

 

cDNA-Synthese 

Zur Untersuchung der Expression von Genen mittels PCR wird die mRNA als Matrize für die 

Synthese einer komplementären DNA (cDNA) benutzt, da diese gegenüber einem Abbau in 

Lösung stabiler ist als die mRNA. Für die Synthese wird das Enzym Reverse Transkriptase 

benötigt, welches eine RNA-abhängige DNA-Polymeraseaktivität besitzt. Oligo-dT-Primer 

und Random-Hexamer-Primer dienen als Startpunkt für die cDNA-Synthese. Für die 

Synthese von cDNA aus 1 µg RNA in einem 20 µl-Ansatz wurde der Omniscript-Kit 

verwendet. Zuerst wurde die RNA-Lösung (1 µg RNA in RNase-freiem Aqua dest.) mit 

Wasser auf ein Volumen von 12 µl aufgefüllt und dann 5 min bei 65°C im PCR-Gerät 

denaturiert. Zum Reaktionsansatz wurden 2 µl Reaktionspuffer (10-fache Konzentration), 2 µl 

dNTPs (5 mM), 1 µl RNase Inhibitor (10 U/µl; Sigma: 40 U/ml), 1 µl Oligo-dT-Primer (0,1 

mM), 1 µl Random-Hexamer-Primer (1 mM) und 1 µl Omniscript (4 U) pipettiert und 

sorgfältig gemischt. Die cDNA Synthese erfolgte im PCR-Gerät erst 60 min bei 37 °C, dann 

60 min bei 42 °C. 
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Standard-PCR 

Die Standard-Polymerase Kettenreaktion diente zur semiquantitativen Quantifizierung und für 

die Amplifikation von Sequenzen als Ausgangspunkt für Klonierungsreaktionen. Für die 

Synthese wurde der HotStarTaq Master Mix-Kit nach Angaben des Herstellers eingesetzt. 

Dazu wurden cDNA (ca. 100 ng), Primer-Mix (0,5 µM) und 10 µl PCR-Mix 

zusammenpipettiert, mit Aqua dest. auf ein Gesamtvolumen von 20 µl aufgefüllt und in die 

PCR-Maschine gestellt. Das PCR-Protokoll startete mit einer initialen Enzymaktivierung von 

14 min bei 95 °C, darauf folgend 32 Zyklen mit Denaturierung von 1 min bei 94 °C, 

Annealing von 45 s bei 60 °C, Extension von 1 min bei 72 °C und eine finale Extension für 

20 min bei 72 °C. 

 

Agarose-Gelelektrophorese 

Die Agarose-Gelelektrophorese ist eine Methode, mit der DNA-Moleküle mit Hilfe eines 

elektrischen Feldes nach ihrer Größe aufgetrennt werden können.  

In der vorliegenden Arbeit wurde diese Methode verwendet, um Produkte der Standard-PCR, 

der Real-Time-PCR und aufgereinigte Plasmid-DNA auf ihre Größe und Reinheit zu 

überprüfen. Für die PCR-Produkte, deren Größe zwischen 80 und 150 bp lag, wurde ein 3%-

iges Agarose-Gel hergestellt, die ca. 4000 bp grosse Plasmid-DNA wurde in einem 1%-igen 

Agarose-Gel untersucht. Dafür wurden 3 g bzw. 1 g Agarose abgewogen und mit 100 ml 

TAE-Puffer in der Mikrowelle für 3 min aufgekocht, bis die Agarose gelöst war. Nach einem 

ersten Abkühlen der Agarose-Lösung wurde Ethidiumbromid in einer Endkonzentration von 

0,1 µg/ml zugegeben. Die Agarose wurde dann nach Einsetzen des gewünschten Gel-Kamms 

in den Gelschlitten gegossen. Nach vollständigem Gelieren wurde der Gelschlitten mit dem 

Gel in die Elektrophoresekammer eingesetzt und das Gel mit TAE-Puffer bedeckt. Die 

Proben wurden mit dem sechsfachen Gel-Lade-Puffer gemischt und nach vorsichtigem 

Auftragen von 10 µl Probenvolumen in die Geltaschen bei Elektrophoresebedingungen von 

ca. 85–110 V für 30–60 min aufgetrennt. Die DNA Banden wurden unter UV-Licht mit einem 

Geldokumentationsgerät analysiert. Für die semiquantitative Quantifizierung wurde ein Bild 

des Agarose-Gels abgespeichert und mit Hilfe der Gel Doc 2000 Software (Gel-

Dokumentationssystem, BIO-RAD) ausgewertet. 

 

Real-Time-PCR 

Das Prinzip der Real-Time-PCR beruht auf der Quantifizierung des PCR-Produktes über die 

mit der Menge des PCR-Produktes proportionalen Zunahme des DNA-bindenden 
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Fluoreszenzfarbstoffs (SYBR Green) während der einzelnen PCR-Zyklen. Die 

Quantifizierung erfolgte mit Hilfe der Standard-DNA die zusammen mit den zu 

untersuchenden Proben amplifiziert wurden. Um die Konzentration der DNA in den Proben 

zu bestimmen, wurden diese stets auf das Housekeeping-Gen GAPDH normiert.  

Für die Auswertung mittels Real-Time-PCR wurde der Platinum SYBR Green Supermix-Kit 

nach Angaben des Herstellers verwendet. Nach Mischen der Lösung wurden 23 µl des Mixes 

pro Well vorgelegt und 2 µl der bis 1 : 4 verdünnten unbekannten cDNA-Probe, Standard-

cDNA oder Aqua dest. ergänzt, wobei alle Proben in Doppelbestimmungen aufgetragen 

wurden. Für die Real-Time-PCR im i-Cycler wurde folgendes Protokoll eingesetzt (Tabelle 

2.8): 

 

Tabelle 2.8 Protokoll für die Real-Time-PCR 

Schritt Zyklenzahl Temperatur Dauer 
1. Initiale Denaturierung 
2. Denaturierung/ 

Annealing/Elongation 
3. Erstellung der 

Schmelzkurve 
4. Ende 

1 
38 

 
76 

95 °C 
95 °C 
60 °C 
60 °C 
15 °C 

8 min 30 s 
1 min 
1min 
8 s 

Ende 

 

 

2.2.6 Herstellung der Standard-DNA für die Real-Time-PCR 

 

Mit Hilfe des TOPO TA Cloning-Kit wurde die cDNA der einzelnen Zielgene, die mit Hilfe 

spezifischer Primerpaare durch PCR amplifiziert wurde, in einen Plasmid-Vektor (pCR4-

TOPO) eingefügt. Die isolierte Plasmid-Vektor-DNA kann dann als Standard für die Real-

Time-PCR verwendet werden. Das Plasmid, in das das spezifische Amplifikationsprodukt 

kloniert wurde, enthält ein Ampicillin-Resistenzgen. Bakterien, die das Plasmid 

aufgenommen hatten, wurden gegen Ampicillin resistent und konnten auf ampicillinhaltigem 

Nährboden wachsen. Die Plasmid-DNA der positiven Klone wurde nach ihrer Vermehrung 

und Isolation mittels Sequenzanalyse durch die Firma GATC Biotech in Konstanz 

kontrolliert. Anschließend wurde das Plasmid durch ein spezifisches Restriktionsenzym, das 

das enthaltene Insert nicht schneidet, linearisiert und als Standard in einem 

Konzentrationsbereich von 0,0001-100.000 pg/µl für die Real-Time-PCR eingesetzt. 
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Herstellung der Agar-Platten und des LB-Mediums 

Für die Herstellung des LB-Mediums wurden 10 g Bactotrypton, 5 g Hefeextrakt und 10 g 

Natriumchlorid mit 1 l destilliertes Wasser (pH 7,0) gemischt und autoklaviert. Nach 

Abkühlen des Mediums wurde das Antibiotikum (50 µg/ml) zur selektiven Anreicherung der 

Ampicillin-resistenten Bakterienklone zugegeben. Für die Herstellung der Agarplatten 

wurden zu dem gleichen Ansatz noch 15 g Bacto-Agar zugegeben und der warme, noch 

flüssige Agar wurde unter der Sterilbank in sterile Petrischalen gegossen, die bis zur 

vollständigen Gelierung und Trocknung leicht geöffnet blieben. 

 

Klonierungsreaktion und Transformation der Bakterien 

Für jeden Ansatz wurde das entsprechende PCR-Produkt nach Angaben des Herstellers in den 

pCR4-TOPO-Vektor kloniert. Pro Ansatz wurde 1 µl PCR-Produkt, 1 µl TOPO-Vektor (pCR 

4-TOPO), 1 µl Salzlösung und 2 µl steriles H2O zu einem Reaktionsansatz 

zusammenpipettiert und vorsichtig gemischt. Anschließend erfolgte eine Inkubation für 5 min 

bei Raumtemperatur. Für die sich anschließende Transformation wurde der Reaktionsansatz 

auf Eis gestellt oder über Nacht bei –20 °C gelagert. Die Transformation des kompetenten 

E.coli Bakterienstammes (Top10 One Shot Chemical Competent E.coli) erfolgte ebenfalls 

nach dem Protokoll des Herstellers. Für die Transformation wurde der kompetente E. coli 

Bakterienstamm vorsichtig auf Eis aufgetaut. Nach Zugabe von 2 µl des 

Transformationsansatzes zu dem Bakterienstamm und vorsichtigem Mischen erfolgte die 

Transformation der Zellen mittels Hitzeschock für 30-45 s bei 42 °C im Heizblock. Der 

Ansatz wurde anschließend sofort auf Eis überführt und mit 250 µl SOC-Medium für 1 h bei 

37 °C und 200 rpm geschüttelt. 50 und 200 µl der transformierten Bakterien wurden 

anschließend auf vorgewärmten, ampicillinhaltigen LB-Agar-Platten mit einem sterilen 

Drigalskispatel ausplattiert. Die Ansätze wurden im Brutschrank bei 37 °C über Nacht 

inkubiert. 

 

Bakterienkultur 

Die erfolgreich transformierten Bakterien wurden weiter vermehrt, indem von jeder LB-Platte 

eine Kolonie gepickt und in ein Röhrchen mit 5 ml LB-Medium überführt wurde. Die 

Kulturen wurden für ca. 8 h bei 37 °C und 250 rpm geschüttelt. Um die Klonierung zu 

überprüfen, wurde mit den zugehörigen Primerpaaren eine Standard-PCR  mit 1 µl 

Bakteriensuspension durchgeführt und das Reaktionsprodukt auf einem Agarosegel 

aufgetrennt. Positive Vorkulturen wurden in 100 ml LB-Medium in Erlenmeyerkolben 
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überführt und für 12-16 h bei 37 °C und 250 rpm inkubiert. Aus diesen Bakterien wurde am 

nächsten Tag die Plasmid-DNA isoliert. 

 

Isolation der Plasmid-DNA 

Die Isolierung der Plasmide erfolgte mit Hilfe des Plasmid Midi-Kits nach Protokoll des 

Herstellers mit Hilfe der Affinitäts-Bindung über eine Säule. Die Bakterienkulturen wurden 

abzentrifugiert, der Überstand dekantiert und die Bakterien mit dem Puffersystem des 

Herstellers resuspendiert, lysiert und neutralisiert. Das Lysat wurde filtriert und die Plasmid-

DNA an Affinitätssäulen gebunden. Nach einem Waschschritt wurde die DNA, eluiert und 

mit Isopropanol präziptiert. Das DNA-Pellet wurde in Aqua dest. aufgenommen. Zur 

Quantifizierung und Überprüfung der Reinheit wurde die erhaltene DNA im Photometer bei 

260 und 280 nm gemessen. Die isolierte Plasmid-DNA wurde auf das enthaltene Insert durch 

Sequenzierung (GATC, Konstanz) überprüft. Zusätzlich wurde die Funktionalität der 

Standards für die Real-Time-PCR im iCycler überprüft. 

 

Linearisierung des Plasmids 

Für die Verwendung der Plasmid-DNA als Standardreihe in der Real-Time-PCR musste die 

Plasmid-DNA mittels geeigneter Restriktionsenzyme linearisiert werden. Die 

Restriktionsenzyme wurden so ausgewählt, dass das Insert nicht zerschnitten wird. Für die 

Restriktion wurden 10 µg Plasmid-DNA mit 1 µl Restriktionsenzym (10 U/µl), und 1 µl 

zehnfacher Reaktionspuffer gemischt und mit H2O auf 10 µl Endvolumen aufgefüllt. Der 

Reaktionsansatz wurde 1 h bei 37 °C inkubiert und das Enzym für weitere 10 min bei 65 °C 

hitzeinaktiviert. Von diesem Ansatz wurden Verdünnungen in einem Konzentrationsbereich 

von 100.000-0,0001 pg/µl erstellt, welche dann als Standardreihe für die Real-Time-PCR 

dienten. 

 

 

2.2.7 Transfektion 

 

Die Transfektion beschreibt das Einschleusen fremder DNA mittels physikalischer oder 

biochemischer Verfahren in eukaryontische Zellen. In der vorliegenden Arbeit wurde ein 

chemisches Verfahren, die Lipofektion angewendet. Bei der Lipofektion werden Plasmide, 

die das gewünschte Gen enthalten, mit Hilfe von Liposomen in eukaryontische Zellen 

eingebracht. Mit dieser Methode ist es z.B. möglich, Funktionsanalysen von bestimmten 
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Genabschnitten mit Hilfe von Reportervektoren beziehungsweise von Proteinen mit Hilfe von 

Expressionsplasmiden durchzuführen. In dieser Arbeit wurde der TopFlash-Vektor eingesetzt, 

der Bindungsstellen für den über den WNT-Signaltransduktionsweg aktivierten 

Transkriptionsfaktor TCF besitzt. Durch die Bindung des Transkriptionsfaktors an die 

entsprechende Bindungsstselle der Promoterregion im Reportervektor wird das 

nachgeschaltete Reportergen aktiviert. Als Reportergen diente das Enzym Luciferase, das 

somit indirekt über die Enzymaktivität die Aktivität des TCF anzeigte. Zur Normierung der 

gemessenen Aktivität und zur Bestimmung der Transfektionseffizienz wurde der pSV-β-Gal-

Control-Vektor zusammen mit dem Reportervektor in die Zellen transfiziert.  

 

Transfektion von MC3T3-E1-Zellen und primären osteoblastären Zellen 

Für die Transfektion wurden die Zellen in einer Dichte von 22.000 Zellen/cm2 ausgesät. Für 

die Transfektion wurde das FuGENE 6 Transfection-Reagenz nach dem Protokoll des 

Fabrikanten verwendet. Die Transfektionsansätze enthielten 94 µl Serum-freies Medium, 6 µl 

FUGENE-Reagenz und jeweils 2 µg DNA der entsprechenden Vektoren. Der TopFlash-

Vektor wurde mit dem pSV-β-Gal-Control-Vektor kotransfiziert. Die Transfektion erfolgte, 

indem die Transfektionsansätze tropfenweise den Zellen zugegeben wurden. Die mechanische 

Stimulation der Zellen wurde am zweiten Tag nach der Transfektion, 24 h nach der 

Serumreduktion auf 2 % durchgeführt. Sofort nach Stimulationsende wurden die Zellen 

einmal mit PBS gewaschen, in 400 µl Reporter-Lysis-Puffer aufgenommen, auf Trockeneis 

überführt und nach dem Auftauen für 2 min bei 12.000 x g und 4 °C zentrifugiert. 

 

Bestimmung der Luciferaseaktivität 

Die Proben wurden mit dem Luciferase Assay System-Kit nach Anleitung des Herstellers 

aufgearbeitet und die Luciferaseaktivität im Luminometer gemessen. Dazu wurden die Zellen 

lysiert, Zellbestandteile abzentrifugiert und der Überstand in 96-Well-Platten pipettiert. Im 

Luminometer wurde das Luciferase-Assay-Reagenz automatisch hinzugefügt und die 

Aktivität der Luciferase über die Intensität der Lumineszenz gemessen. Die 

Luciferaseaktivität wurde auf die β-Galaktosidase-Aktivität normalisiert. 

 

Bestimmung der β-Galaktosidase-Aktivität 

Zur Bestimmung der β-Galaktosidase-Aktivität wurde der β-Galactosidase Enzyme Assay 

System-Kit nach Protokoll des Herstellers verwendet und die Enzymaktivität kolorimetrisch 

mit Hilfe einer Standardreihe im Spektrophotometer bestimmt. Dazu wurden 50 µl Zelllysat 
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in eine 96-Well-Platte pipettiert, 50 µl 2x Assay Puffer hinzugefügt und die Proben für 30 min 

bei 37 °C inkubiert. Nach Abstoppen der Reaktion durch Zugabe von 150 µl 1M Natrium-

Carbonat-Lösung wurde die Absorption bei 420 nm im ELISA-Reader gemessen.  

 

Bestimmung der Transfektionseffizienz 

Zur Bestimmung der Transfektionseffizienz wurde der X-Gal Staining-Kit nach 

Herstellerangaben benutzt. Dazu wurden die Zellen mit PBS gewaschen, fixiert und mit X-

Gal-Lösung inkubiert. Die Detektion der blauen Zellen erfolgte unter dem Lichtmikroskop. In 

zufällig ausgewählten Feldern wurden die blauen und die ungefärbten Zellen ausgezählt und 

der Prozentsatz gefärbter Zellen von der Gesamtzellzahl berechnet. 

 

 

2.2.8 Statistik 

 

Für die statistische Überprüfung des mechanischen Stimulationseffekts und des Effekts der 

Differenzierung der Zellen durch Kultivierung mit Differenzierungsmedium wurde der 

Wilcoxon-Rangsummen-Test verwendet, ein nicht-parametrisches Verfahren, das für nicht 

normalverteilte, ungepaarte Variablen und kleine Stichproben geeignet ist. Ein 

nichtparametrisches Verfahren ist bei kleinen Stichproben,  wie es in diesen Experimenten der 

Fall war geeigneter. Wird ein parametrisches Verfahren verwendet, obwohl keine 

Normalverteilung vorhanden ist, sind die erhaltenen Resultate nicht mehr zuverlässig.  

Unabhängige Experimente wurden viermal in doppelten oder dreifachen Kulturansätzen 

durchgeführt. Die mittels Real-Time-RT-PCR ermittelte Expression der ausgewählten Gene 

wurde immer zuerst auf die Expression des Housekeeping-Gens GAPDH normiert. Um die 

Veränderung der Genexpression zwischen stimulierten Ansätzen und Kontrollansätzen 

verschiedener Zeitpunkte zu berechnen, wurde der Quotient der Genexpression der 

stimulierten Proben und der zugehörigen Kontrolle gebildet.  

Die Nullhypothese nahm den Wert eins an, falls kein Unterschied in der Genexpression von 

stimulierten Ansätzen und Kontrollansätzen war. Die Hypothese wurde mit dem Wilcoxon-

Rangsummen-Test beurteilt. Das Signifikanzniveau wurde auf 5 % festgelegt, d.h. bei einem 

p-Wert von < 0,05 wurde die Nullhypothese abgelehnt. In den Diagrammen wurden 

signifikante Ergebnisse jeweils mit einem Sternchen (*) markiert. In dieser Arbeit wurden im 

Boxplot-Diagramm das Maximum, der Bereich vom 75. Perzentil zum 25. Perzentil, der 

Median und das Minimum dargestellt. 
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3. ERGEBNISSE 

 

3.1 Differenzierung osteoblastärer Zellen 

 

3.1.1 Histologischer Nachweis der AP-Aktivität und der Mineralisierung in Kulturen 

von MC3T3-E1-Zellen und primären osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien 

 

Die AP-Aktivität von in Silikonschalen kultivierten MC3T3-E1-Zellen wurde über den 

Kultivierungsverlauf hinweg histochemisch nachgewiesen (Abbildung 3.1, A-E). Als 

Vergleich dienten die Kulturen am Tag 5. Ab dem 14. Tag der Differenzierung konnte eine 

schwache AP-Aktivität detektiert werden, deren Intensität sich am Tag 21 und 28 verstärkte. 

Des Weiteren wurde die Mineralisierung der Osteoblastenkulturen mit Hilfe der von Kossa-

Färbung nachgewiesen (Abbildung 3.1, F-J). Als Kontrolle dienten die Kulturen am Tag 5 des 

Kultivierungsverlaufs. Differenzierende MC3T3-E1-Zellkulturen waren in der Lage eine 

mineralisierte Matrix zu bilden. 14 Tage nach Induktion der Differenzierung konnte Mineral 

nachgewiesen werden. Die Menge stieg im weiteren Kultivierungsverlauf stetig an, war 

jedoch inhomogen über den Zellrasen verteilt. 

Die AP-Aktivität der Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien wurde am 

Tag 14 überprüft und der histochmische Nachweis der aktiven AP war hier deutlich stärker 

als in den MC3T3-E1-Zellkulturen am Tag 14 (Abbildung 3.2 C). 

In den primären osteoblastären Zellenkulturen konnten bereits am Tag 7 kleine mineralisierte 

Bereiche nachgewiesen werden. Am Tag 28 konnte eine stärkere Mineralisierung als in den 

MC3T3-E1-Zellkulturen am Tag 28 detektiert werden (Abbildung 3.2 A und B). Deutlich 

erkennbar war die inhomogene Differenzierung der Zellkulturen innerhalb einer 

Silikonschale. 
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Abbildung 3.1 

Histochemische Färbungen an Kulturen von MC3T3-E1-Zellen. Linke Spalte: AP-Nachweis (A-E). Rechte 

Spalte: Nachweis der Mineralisierung mit der von Kossa-Färbung (F-J). Zellen wurden für 5 Tage im 

Expansionsmedium (A/F) und anschließend für 2 (Tag 7, B/G), 9 (Tag 14, C/H), 16 (Tag 21, D/I) und 23 

(Tag28, E/J) Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Die Pfeile in Abbildung C weisen auf eine positive 

AP-Färbung hin. Die Bilder wurden mit einer 200-fachen Vergrößerung aufgenommen. 
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Abbildung 3.2 

Histochemische Färbungen an Kulturen von osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien. Bilder A und B: 

Nachweis der Mineralisierung mit der von Kossa-Färbung. Bild C: Histochemischer AP-Nachweis. Zellen 

wurden für 5 Tage im Expansionsmedium und anschließend für 2 (Tag 7, A), 9 (Tag 14, C) und 23 (Tag 28, B) 

Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Die Bilder wurden mit einer 40-fachen Vergrößerung 

aufgenommen. 

 

 

3.1.2 Veränderung der Expression osteogener Markergene im Kultivierungsverlauf von 

MC3T3-E1-Zellen 

 

Die osteogene Differenzierung in MC3T3-E1-Zellkulturen wurde auch über die Veränderung 

der relativen Expression der osteoblastären Marker AP und RUNX-2 mittels quantitativer 

Real-Time-PCR charakterisiert (Abbildung 3.3). 

Die Expression von AP war am 5. und am 7. Tag der Kultivierungsperiode so gering, dass sie 

mittels Real-Time-PCR nicht bestimmt werden konnte, stieg aber signifikant am 14., 21. und 

28. Tag der Kultivierung an. RUNX-2 war am Tag 7 des Kultivierungsverlaufs signifikant 

erhöht und erreichte am 14. Tag ein Maximum mit einer Verdoppelung der mRNA-

Expression im Vergleich zu den undifferenzierteren Zellen am Tag 5. 

 A            B 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 C            
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Abbildung 3.3 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der 

Gene, die an der Osteoblastendifferenzierung beteiligt sind (n=4). MC3T3-E1-Zellen wurden für 5 Tage im 

Expansionsmedium und anschließend für 2 (7), 9 (14), 16 (21) und 23 (28) Tage im Differenzierungsmedium 

kultiviert. Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH herangezogen.* : p ≤ 0,05. 

A) Da AP am Tag 5 (= undifferenzierte Kontrolle) nicht nachweisbar war, sind hier die Absolutwerte 

dargestellt. AP, alkalische Phosphatase. 

B) Dargestellt ist der Quotient der Genexpression der differenzierten Probe und der undifferenzierten Kontrolle 

am Tag 5 (Kontrolllinie = 1). RUNX-2, Runt-related transcription factor 2 

 

Die Gene OC, BSP und H4 waren für Real-Time-PCR-Analysen in den MC3T3-E1-

Zellkulturen unter den gegebenen Versuchsbedingungen nicht ausreichend exprimiert. 

KOLL-1, OP und c-FOS wiesen im Kultivierungsverlauf in ihrer Expression keine 

signifikanten Veränderungen auf.  

 

 

3.1.3 Veränderung der Expression von PTN, MK und Genen des WNT/ββββ-CAT-

Signaltransduktionsweges im Kultivierungsverlauf von MC3T3-E1-Zellen 

 

Die relative Expression von PTN, MK und Genen des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges in MC3T3-E1-Zellkulturen wurde im Zeitverlauf der 

Differenzierung mittels quantitativer Real-Time-PCR analysiert (Abbildung 3.4). 

Die Expression von PTN und MK war am Tag 7 im Vergleich zu den nicht-differenzierten 

Kontrollen leicht erhöht und ereichte am Tag 14 eine signifikante maximale Expression. Ein 

ähnliches Expressionsmuster wiesen die beiden Gene des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges LRP6 und β-CAT im Kultivierungsverlauf auf. Die maximale 

Expression war ebenfalls am Tag 14 mit einer zweifachen Erhöhung gegenüber den nicht-

differenzierten Zellkulturen erreicht. 

 *              *              *                          *              * 

 A)                                                                        B) 
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Abbildung 3.4 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der 

Gene PTN, MK und die Gene des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges (n=4). MC3T3-E1-Zellen wurden 

für 5 Tage im Expansionsmedium (Kontrolllinie = 1) und anschließend für 2 (7), 9 (14), 16 (21) und 23 (28) 

Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH 

herangezogen und anschließend der Quotient der Genexpression der differenzierten Probe und der 

undifferenzierten Kontrolle am Tag 5 gebildet. * : p ≤ 0,05. 

bCAT, beta-Catenin; LEF-1, enhancer-binding factor 1; LRP6, Low density lipoprotein receptor-related 

protein 6; MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin. 

 

Die Expression des Transkriptionsfaktors LEF-1 erniedrigte sich im Kultivierungsverlauf 

stetig und war am Tag 21 und 28 signifikant um die Hälfte reduziert. Unter den gegebenen 

Versuchsbedingungen veränderte sich die Expression von SYN-3 nicht signifikant und das 

Gen PTPRζ1 war für Real-Time-PCR-Analysen in den MC3T3-E1-Zellkulturen nicht 

ausreichend exprimiert. 

*               *                                                           *              * 

                 *                                                         *               * 

  *             * 
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3.1.4 Veränderung der Expression osteogener Markergene im Kultivierungsverlauf von 

primären osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien 

 

Die osteogene Differenzierung der primären osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien wurde 

über die Veränderungen der relativen Expression der osteoblastären Markergene AP, RUNX-

2 und BSP und des Proliferationsmarkergens H4 mittels quantitativer Real-Time-PCR 

charakterisiert (Abbildung 3.5). 

 

  

  
Abbildung 3.5 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der Gene, 

die an der Osteoblastendifferenzierung beteiligt sind (n=4, bei BSP logarithmische Achse). Primäre osteoblastäre 

Zellen aus Mauskalvarien wurden für 5 Tage im Expansionsmedium (Kontrolllinie = 1) und anschließend für 2 

(7), 9 (14), 16 (21) und 23 (28) Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Zur Normalisierung wurde die 

Expression von GAPDH herangezogen und anschließend der Quotient der Genexpression der differenzierten 

Probe und der undifferenzierten Kontrolle am Tag 5 gebildet. * : p ≤ 0,05. AP, alkalische Phosphatase; BSP, 

Bone Sialoprotein; H4, Histon 4; RUNX-2, Runt-related transcription factor 2 

 

Die Expression der Markergene AP und BSP wurde über den Kultivierungsverlauf ab Tag 14 

signifikant erhöht, die Expression von BSP am Tag 28 sogar um das ca. 1000-fache. Die 

RUNX-2-Expression stieg tendenziell an. Die Expression des Proliferationsmarkers H4 war 

zu Beginn der Differenzierung noch signifikant erhöht, an den Kultivierungstagen 21 und 28 

jedoch wieder auf die Expression der undifferenzierten Proben erniedrigt. Die Expression der 

                                * 
 *              *      

                              * 
 *             * *             * 
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Gene KOLL-1, OP und c-FOS wies im Kultivierungsverlauf unter den gegebenen 

Versuchsbedingungen keine signifikanten Veränderungen auf. Das Gen OC war für Analysen 

mit Real-Time-PCR in den Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien unter 

den gegebenen Bedingungen nicht ausreichend exprimiert. 

 

 

3.1.5 Veränderung der Expression von PTN, MK, PTPRζζζζ1 und Genen des WNT/ββββ-

CAT-Signaltransduktionsweges im Kultivierungsverlauf von primären osteoblastären 

Zellen aus Mauskalvarien 

 

  

   
Abbildung 3.6 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der 

Gene PTN, MK, PTPRζ1 und LEF-1 (n=4). Primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien wurden für 5 Tage 

im Expansionsmedium (Kontrolllinie = 1) und anschließend für 2 (7), 9 (14), 16 (21) und 23 (28) Tage im 

Differenzierungsmedium kultiviert. Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH herangezogen und 

anschließend der Quotient der Genexpression der differenzierten Probe und der undifferenzierten Kontrolle am 

Tag 5 gebildet. * : p ≤ 0,05. LEF-1, enhancer-binding factor 1; MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin; PTPRζ1, 

Proteintyrosinphosphatase Rezeptor-Typ ζ1 

 

Der Einfluss der Differenzierung auf die relative Expression von PTN, MK, PTPRζ1 und 

Genen des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges in primären osteoblastären Zellkulturen 

aus Mauskalvarien wurde mittels quantitativer Real-Time-PCR untersucht (Abbildung 3.6). 

                               * 
 
  *             * 
 

 *             * 

                * 
 * 

   
                                                                  * 
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Die Expression von PTN wurde nach Induktion der Differenzierung ab Tag 14 signifikant um 

mindestens 5-fach, von MK ab Tag 21 um ca. 2-fach erhöht. Ein weiteres Gen, dessen 

Expression im Kultivierungsverlauf signifikant um ca. 10-fach induziert wurde, war PTPRζ1. 

LEF-1 wurde am Tag 14 der Differenzierung signifikant schwächer exprimiert. Die 

Genexpression von LRP6, SYN3 und β-CAT wurde während der Differenzierung unter den 

gegebenen Versuchsbedingungen nicht signifikant in ihrer Expression beeinflusst. 

 

 

3.1.6 Zusammenfassung 

 

Histochemisch konnte mittels AP- und von Kossa-Färbung die Differenzierung von MC3T3-

E1-Zellkulturen und Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien auf Silikon 

gezeigt werden. In MC3T3-E1-Zellkulturen konnte im Kultivierungsverlauf eine Erhöhung 

der Expression der Gene AP und RUNX-2 und in den Primärzellkulturen der Gene AP, 

RUNX-2 und BSP nachgewiesen werden. Des Weiteren wurde in den MC3T3-E1-

Zellkulturen die Expression der Gene PTN, MK, LRP6 und β-CAT bis Tag 14, sowie in den 

Primärzellkulturen die Expression der Gene PTN, MK und PTPRζ1 im Kultivierungsverlauf 

bis Tag 28 induziert. Die Expression des Transkriptionsfaktors LEF-1 erniedrigte sich in den 

MC3T3-E1-Zellkulturen über den Kultivierungsverlauf hinweg und in den Primärzellkulturen 

am Tag 14 signifikant.  

 

 

3.2 Einfluss uniaxialer Dehnung auf osteoblastäre Zellen 

 

3.2.1 Beeinflussung der Genexpression in MC3T3-E1-Zellen zu unterschiedlichen 

Zeitpunkten der Kultivierung 

 

Die Effekte mechanischer Stimulation auf die Expression von PTN, MK und Genen des 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges wurden im Zeitverlauf der Kultivierung der MC3T3-

E1-Zellen im Differenzierungsmedium analysiert. Mechanosensitive Gene sind in Abbildung 

3.7 dargestellt. Die Expression von RUNX-2, SYN-3, β-CAT und LEF-1 veränderte sich nach 

mechanischer Stimulation unter den gegebenen Versuchsbedingungen nicht signifikant. 

Während die Expression von PTN in undifferenzierteren Zellen nach mechanischer 

Stimulation ca. 1,3-fach leicht aber signifikant erhöht wurde, zeigte MK eine signifikante 1,5-
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fache Erhöhung der mRNA-Expression am Tag 21 und 28 der Differenzierung. Auch die 

Expression von LRP6 war am Tag 21 schwach verstärkt. Die Expression von c-FOS war zu 

jedem Zeitpunkt erhöht und ereichte am Tag 21 ihren Maximalwert. 

 

  

  
Abbildung 3.7 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der 

Gene PTN, MK, cFOS und LRP6 (n=4). MC3T3-E1-Zellen wurden für 5 Tage im Expansionsmedium (5) und 

anschließend für 2 (7), 9 (14), 16 (21) und 23 (28) Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Die 

mechanische Stimulation erfolgte einmalig (1%, 1 Hz, 30 min) am entsprechenden Differenzierungstag. Zur 

Normalisierung wurde die Expression von GAPDH herangezogen und anschließend der Quotient der 

Genexpression der mechanisch stimulierten Probe und der unstimulierten Kontrolle (Kontrolllinie = 1) 

gebildet. * : p ≤ 0,05. c-FOS, FBJ Osteosarcoma Oncogene; LRP6, Low density lipoprotein receptor-related 

protein 6; MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin. 

 

 

3.2.2 Beeinflussung der Genexpression in primären osteoblastären Zellen aus 

Mauskalvarien zu unterschiedlichen Zeitpunkten der Kultivierung 

 

Mechanische Stimulation mittels uniaxialer Dehnung veränderte in Kulturen primärer 

osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien die Expression zahlreicher Gene (Abbildung 3.8). 

Auch die osteogenen Markergene RUNX-2 und BSP waren beeinflussbar.  

  *         *           
                                          * 

  *                                                                     * 
 
 
                                            *         *                                * 
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Die RUNX-2-Expression wurde am Kultivierungstag 5 nach mechanischer Stimulation 

signifikant leicht erniedrigt, wogegen BSP im fortschreitenden Kultivierungsverlauf am Tag 

21 und 28 signifikant um das ca. 2- bis 5-fache erhöht wurde. Die Expression von PTN, MK, 

PTPRζ1 und LEF-1 wurde am Tag 5 nach uniaxialer Dehnung signifikant reduziert. Am Tag 

7 wurde die Expression von LEF-1 signifikant erniedrigt.  

Im Gegensatz dazu wurde PTN unter mechanischem Einfluss zu diesem Zeitpunkt um das ca. 

1,5-fache erhöht. Die Expression von c-FOS wurde im Kultivierungsverlauf nach 

mechanischer Stimulation zu jedem Zeitpunkt signifikant erhöht. Die ebenfalls untersuchten 

Gene SYN3, LRP6, β-CAT und H4 wiesen in den primären osteoblastären Zellkulturen aus 

Mauskalvarien unter diesen Versuchsbedingungen keine signifikanten Veränderungen in ihrer 

Expression auf. 

 

 

3.2.3 Zusammenfassung 

 

Die Expression der untersuchten Gene in MC3T3-E1-Zellen und in primären osteoblastären 

Zellen aus Mauskalvarien konnte zu unterschiedlichen Zeitpunkten der Differenzierung 

mittels mechanischer Belastung beeinflusst werden. In den MC3T3-E1-Zellkulturen konnte 

eine leichte Expressionserhöhung von PTN am Tag 5 sowie von MK und LRP6 in den 

differenzierteren Zellen festgestellt werden. Die Expression von c-FOS war in den MC3T3-

E1-Zellkulturen am Tag 5, 7, 21 und 28 der Kultivierung deutlich erhöht. In den 

Primärzellkulturen konnte eine leichte Erniedrigung der Expression der Gene RUNX-2, PTN, 

MK, PTPRζ1 und LEF-1 am Tag 5 sowie eine deutliche Erhöhung von c-FOS zu jedem 

Zeitpunkt und von BSP am Tag 21 und 28 der Kultivierung nachgewiesen werden.  
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Abbildung 3.8 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der Gene 

RUNX-2, BSP, PTN, MK, PTPRζ1, LEF-1 und cFOS (n=4). Primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien 

wurden für 5 Tage im Expansionsmedium (5) und anschließend für 2 (7), 9 (14), 16 (21) und 23 (28) Tage im 

Differenzierungsmedium kultiviert. Die mechanische Stimulation erfolgte einmalig (1%, 1 Hz, 30 min) am 

entsprechenden Differenzierungstag. Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH herangezogen und 

anschließend der Quotient der Genexpression der mechanisch stimulierten Probe und der unstimulierten 

Kontrolle (Kontrolllinie = 1) gebildet. * : p ≤ 0,05. BSP, Bone Sialoprotein; c-FOS, FBJ Osteosarcoma 

 

* 

 * 
 
               * 
         
 

              * 
 
 *                                                                           * 

  *                                                                         *          * 

                     * 
 *          *                        *           *  
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Oncogene; MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin, PTPRζ1, Proteintyrosinphosphatase Rezeptor-Typ ζ1; RUNX-2, 

Runt-related transcription factor 2. 

 

 

3.4 Untersuchungen an PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

3.4.1 Veränderung der Genexpression osteogener Marker im Kultivierungsverlauf von 

PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

Die Expression osteogener Markergene wurde in PTPRζ1-Knockout und -Wildtypzellkulturen 

nach Kultivierung im Standardmedium (bis Tag 5) und im Differenzierungsmedium (Tag 14 

und 21) mittels quantitativer Real-Time-PCR bestimmt (Abbildung 3.9). Die Expression der 

untersuchten Gene AP, BSP, RUNX-2 und H4 in den Wildtypzellkulturen im Vergleich zu 

der Expression in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen unterschied sich in den 

undifferenzierteren Zellen nicht signifikant voneinander. In beiden Zellkulturen wurde die 

Expression der osteogenen Marker AP und BSP im Kultivierungsverlauf signifikant erhöht, 

wobei die Knockout-Zellkulturen beide osteogene Marker am Tag 21 tendenziell schwächer 

exprimierten.  

 

  

Abbildung 3.9 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. Dargestellt ist die Expression der osteoblastären 

Marker AP und BSP. Gezeigt sind Mittelwert und Standardabweichung im Liniendiagramm (n=4). Murine 

primäre osteoblastäre Zellen wurden für 5 Tage im Expansionsmedium (Wildtyp-Kontrolllinie = 1) und 

anschließend für 9 (14) und 16 (21) Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Zur Normalisierung wurde die 

Expression von GAPDH herangezogen und anschließend der Quotient der Genexpression der differenzierten 

Probe und der Kontrolle gebildet. Die Expression der Knockout-Zellen (KO) ist in Relation zur Expression der 

Wildtypzellen (WT) am Tag 5 dargestellt. * : p ≤ 0,05. AP, alkalische Phosphatase; BSP, Bone Sialoprotein. 
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Die Expression des Transkriptionsfaktors RUNX-2 und des Proliferationsmarkers H4 

veränderte sich in beiden Zellkulturen über den Kultivierungsverlauf nicht signifikant. Beide 

Gene wurden in den zwei Zellkulturen nicht unterschiedlich exprimiert.  

3.4.2 Veränderung der Genexpression von PTN, MK, LEF-1 und c-FOS im 

Kultivierungsverlauf von PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

Der Vergleich zwischen PTPRζ1-Knockout und -Wildtypzellkulturen mittels quantitativer 

Real-Time-PCR zeigte in der Expression der Gene PTN, MK, LEF-1 und c-FOS im 

Kultivierungsverlauf weitere Unterschiede (Abbildung 3.10).  

 

  

  

Abbildung 3.10 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. Dargestellt ist die Expression von PTN, MK, 

LEF-1 und c-FOS. Gezeigt sind Mittelwert und Standardabweichung im Liniendiagramm (n=4). Murine 

primäre osteoblastäre Zellen wurden für 5 Tage im Expansionsmedium (Wildtyp-Kontrolllinie = 1) und 

anschließend für 9 (14) und 16 (21) Tage im Differenzierungsmedium kultiviert. Zur Normalisierung wurde 

die Expression von GAPDH herangezogen und anschließend der Quotient der Genexpression der 

differenzierten Probe und der Kontrolle gebildet. Die Expression der Knockout-Zellen (KO) ist in Relation zur 

Expression der Wildtypzellen (WT) am Tag 5 dargestellt. * : p ≤ 0,05. c-FOS, FBJ Osteosarcoma Oncogene; 

LEF-1, enhancer-binding factor 1; MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin 

 
 *               *                                                         * 

 
 
                      * 
 
       *  
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Die PTN-Expression stieg im Differenzierungsverlauf jeweils signifikant an und war in den 

PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen zu jedem Zeitpunkt tendenziell stärker erhöht. Am Tag 5 war 

die Expression von MK in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen zwar signifikant geringer, 

stieg jedoch während der Differenzierung signifikant ca. 2-fach stärker an als in den 

Wildtypzellkulturen. 

Die relative Expression in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen von LEF-1 wies am Tag 5 

keine Abweichung zu den Wildtypzellen auf. Nach osteogener Differenzierung konnte am 

Tag 14 und am Tag 21 eine signifikant geringere Expression von LEF-1 in den Knockout-

Zellkulturen festgestellt werden. In beiden Zellkulturen veränderte sich die Expression von c-

FOS über den Kultivierungsverlauf hinweg nicht signifikant. Jedoch exprimierten die 

PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen am Tag 5 tendenziell und am Tag 14 signifikant ca. 1,5-fach 

mehr c-FOS als die Wildtypzellkulturen. 

 

 

3.4.3 Einfluss uniaxialer Dehnung auf die Expression von c-FOS, PTN und MK in 

PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

PTPRζ1-Knockout und -Wildtypzellkulturen wurden ebenfalls hinsichtlich einer veränderten 

Expression der Gene c-FOS, PTN und MK nach mechanischer Belastung mittels quantitativer 

Real-Time-PCR analysiert (Abbildung 3.11). Die Expression des Transkriptionsfaktors c-FOS 

wurde nach mechanischer Belastung in beiden Zellkulturen signifikant erhöht. Zudem war die 

Expression in den Wildtypzellkulturen nach mechanischer Belastung signifikant höher als in 

den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen.  

Die Effekte mechanischer Stimulation auf die Expression der Gene PTN und MK 

unterschieden sich nicht signifikant voneinander. Während in den Wildtypzellkulturen die 

Expression beider Gene tendenziell erniedrigt wurde, erhöhte sich die Expression von PTN 

und MK tendenziell in den Knockout-Zellkulturen. Die ebenfalls untersuchten Gene LEF-1 

und RUNX-2 wiesen in den Knockout-Zellkulturen unter den gegebenen 

Versuchsbedingungen keine signifikanten Veränderungen auf. 
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Abbildung 3.11 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression der Gene 

PTN, MK und c-FOS (n=4) in Wildtyp- (WT) und Knockout- (KO) Zellen. Murine primäre osteoblastäre Zellen 

wurden für 5 Tage im Expansionsmedium kultiviert. Die mechanische Stimulation erfolgte einmalig (1%, 1 Hz, 

30 min). Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH herangezogen und anschließend der Quotient 

der Genexpression der mechanisch stimulierten Probe und der unstimulierten Kontrolle gebildet (Kontrolllinie 

= 1). * : p ≤ 0,05. c-FOS, FBJ Osteosarcoma Oncogene; MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin 

 

 

3.4.4 Einfluss uniaxialer Dehnung auf TopFlash-transfizierte PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

Der TopFlash-Vektor enthält eine Bindungsstelle für den über den WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweg aktivierten Transkriptionsfaktor TCF. Durch Bindung des 

Transkriptionsfaktors an die entsprechende Bindungsstelle in der Promotorregion im 

Reportervektor wird das nachgeschaltete Reportergen (Luciferase) aktiviert. Untersucht 

wurde also die Aktivierung des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges. 

Ein Vergleich von TopFlash-transfizierten PTPRζ1-Knockout- und Wildtypzellkulturen nach 

mechanischer Stimulation wies einen weiteren signifikanten Unterschied zwischen diesen 

beiden Zellkulturen auf (Abbildung 3.12).  

Während die Wildtypzellkulturen nach uniaxialer Dehnung keine signifikante Veränderung in 

der Luciferaseaktivität zeigten, wurde die TCF-vermittelte Transkription des Luciferasegens 

in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen um das ca. 3-fache erhöht. 

 * 
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Abbildung 3.12 

Quantitative Analyse der TCF-vermittelten Luciferasetranskription. TopFlash-transfizierte PTPRζ1-

Wildtyp- (WT) und Knockout- (KO) Zellen wurden am Tag 5 der Kultivierung nach mechnischer Stimulation 

(1%, 1 Hz, 30 min) verglichen. Darstellung in Boxplots (n=4). Die Luciferaseaktivität wurde auf die β-

Galaktosidase-Aktivität normalisiert und anschließend der Quotient der mechanisch stimulierten Probe und der 

unstimulierten Kontrolle gebildet (Kontrolllinie = 1). * : p ≤ 0,05. 

 

 

3.4.5 Zusammenfassung 

 

PTPRζ1-Knockout-Zellen wurden mit Wildtypzellen hinsichtlich der Expression von 

Markergenen der osteogenen Differenzierung, PTN MK, c-FOS und LEF-1 im 

Kultivierungsverlauf verglichen. Die Knockout-Zellen exprimierten tendenziell weniger AP 

und BSP und signifikant weniger LEF-1 als die Wildtypzellen und mehr PTN, MK und c-

FOS. Beide Zelltypen unterschieden sich auch hinsichtlich der Expression von c-FOS nach 

mechanischer Belastung. In den PTPRζ1-Knockout-Zellen wurde die Expression von c-FOS 

nach mechanischer Stimulation nicht so stark erhöht. TopFlash-transfizierte PTPRζ1-

Knockout-Zellen zeigten zudem eine verstärkte Aktivierung der TCF-vermittelten 

Transkription nach uniaxialer Dehnung. 

 

 

 

 

 

 

              *     
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3.5 Einfluss von MK und PTN auf primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien und 

MC3T3-E1-Zellen 

 

3.5.1 MTT-Test 

 

Für einen Hinweis der Wirkung der Proteine PTN und MK auf die Proliferation osteoblastärer 

Zellkulturen wurde ein MTT-Test nach Zugabe der Proteine zu MC3T3-E1-Zellkulturen 

beziehungsweise primären osteoblastären Zellkulturen aus Mauskalvarien durchgeführt 

(Abbildung 3.13).  

PTN führte in MC3T3-E1-Zellkulturen zu einer tendenziellen Erhöhung der Zellproliferation 

und in murinen primären osteoblastären Zellkulturen zu keiner Veränderung. In letzteren 

führte die Zugabe von MK zum Kulturmedium zu einer signifikanten Erniedrigung der 

Zellproliferation, in MC3T3-E1-Zellkulturen war jedoch kein Effekt erkennbar. 

 

 

 

Abbildung 3.13 

Kolorimetrische quantitative Analyse der Stoffwechselaktivität von osteoblastären Zellen. Dargestellt ist 

die relative Proliferation der MC3T3-E1-Zellkulturen und der primären osteoblastären Zellkulturen aus 

Mauskalvarien (PO) in Boxplots (n=4). Die Zellen wurden für 5 Tage im Expansionsmedium mit 1 pg/ml PTN 

beziehungsweise MK kultiviert. Es wurde der Quotient der MK- oder PTN-behandelten Probe und der 

unbehandelten Kontrolle gebildet (Kontrolllinie = 1). * : p ≤ 0,05. MK, Midkine; PTN, Pleiotrophin. 

 

 

3.5.2 Veränderung der Genexpression von c-FOS, H4, PTN, PTPRζζζζ1, LEF-1 und AP in 

primären osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien nach Zugabe von MK 

 

Um die Effekte von MK auf die Genexpression primärer osteoblastärer Zellkulturen aus 

Mauskalvarien zu analysieren, wurde MK dem Kulturmedium zugefügt.  

 

   * 
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Abbildung 3.14 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die relative 

Expression der Gene c-FOS und H4 (n=4). Primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien wurden für 5 

Tage im Expansionsmedium kultiviert. Die Zugabe von 10 pg/ml MK erfolgte einmalig 24 h vor 

Versuchsabbruch. Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH herangezogen und anschließend 

der Quotient der MK-behandelten Probe und unbehandelten Kontrolle gebildet (Kontrolllinie = 1).  

* : p ≤ 0,05. c-FOS, FBJ Osteosarcoma Oncogene; H4, Histon 4. 

 

Die Veränderungen der Expression des Transkriptionsfaktors c-FOS, des 

Proliferationsmarkers H4, des osteogenen Markers AP und der Gene PTPRζ1 und LEF-1 

wurde mittels Real-Time-PCR analysiert (Abbildung 3.14). Die MK-behandelten 

Osteoblasten exprimierten signifikant weniger c-FOS und tendenziell weniger H4. Für die 

Gene PTN, PTPRζ1, LEF-1 und AP konnte unter den gegebenen Kulturbedingungen kein 

signifikanter Unterschied festgestellt werden. 

 

 

3.5.3 Veränderung der Genexpression von c-FOS, H4, PTN, PTPRζζζζ1 und LEF-1 in 

primären osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien nach Zugabe von MK und nach 

Applikation uniaxialer Dehnung 

 

Der Effekt von MK und mechanischer Stimulation wurde mittels Real-Time-PCR in 

undifferenzierten primären osteoblastären Zellkulturen aus Mauskalvarien quantitativ 

bestimmt (Abbildung 3.15). 

Die Expression des Transkriptionsfaktors c-FOS wurde sowohl mit als auch ohne MK-Zusatz 

nach mechanischer Stimulation signifikant erhöht und unterschied sich in beiden Ansätzen 

nicht (nicht dargestellt).  

 

      * 
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Abbildung 3.15 

Quantitative Expressionsanalyse mittels Real-Time-PCR. In Boxplots dargestellt ist die Expression von 

H4 (n=4). Primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien wurden für 5 Tage im Expansionsmedium 

kultiviert. Die Zugabe von 10 pg/ml MK erfolgte einmalig 24 h vor Versuchsabbruch. Die mechanische 

Stimulation erfolgte einmalig (1%, 1 Hz, 30 min). Zur Normalisierung wurde die Expression von GAPDH 

herangezogen und anschließend der Quotient der mechanisch stimulierten Probe und der unstimulierten 

Kontrolle gebildet (Kontrolllinie = 1). * : p ≤ 0,05. MK, Midkine 

 

Der Proliferationsmarker H4 wurde in unbehandelten Zellkulturen nach uniaxialer Dehnung 

in seiner Expression nicht beeinflusst. In den Osteoblasten, die MK im Kulturmedium 

erhielten, wurde die Expression von H4 nach mechanischer Stimulation signifikant leicht 

erhöht. Die Expression der Gene PTN, PTPRζ1 und LEF-1 veränderte sich unter den 

gegebenen Versuchsbedingungen nicht signifikant.  

 

 

3.5.4 Einfluss uniaxialer Dehnung auf TopFlash-transfizierte primäre osteoblastäre 

Zellen aus Mauskalvarien nach Zugabe von MK 

 

Um weitere Rückschlüsse auf die Bedeutung von MK in der Mechanotransduktion ziehen zu 

können, wurden primäre osteoblastäre Zellkulturen aus Mauskalvarien mit TopFlash 

transfiziert, MK zugefügt und die Zellkulturen mechanisch stimuliert. TopFlash-transfizierte 

osteoblastäre Zellkulturen aus Mauskalvarien ohne MK im Kulturmedium dienten als 

Kontrolle und zeigten sich nach mechanischer Stimulation wie in vorhergehenden Versuchen 

unbeeinflusst (Abbildung 3.16). MK-behandelte transfizierte Osteoblastenkulturen wiesen 

nach uniaxialer Dehnung eine signifikante 1,5-fache Erhöhung der Luciferaseaktivität, also 

eine gesteigerte Aktivierung der TCF-vermittelten Transkriptionsaktivität, auf.  

 

  * 
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Abbildung 3.16 

Quantitative Analyse der TCF-vermittelten Luciferasetranskription. TopFlash-transfizierte primäre 

osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien wurden am Tag 5 der Kultivierung nach mechanischer Stimulation (1%, 

1 Hz, 30 min) verglichen. Darstellung in Boxplots (n=4). Die Zugabe von 10 pg/ml MK erfolgte einmalig 24 h 

vor Versuchsabbruch. Die Luciferaseaktivität wurde auf die β-Galaktosidase-Aktivität normalisiert und 

anschließend der Quotient der mechanisch stimulierten Probe und der unstimulierten Kontrolle gebildet 

(Kontrolllinie = 1). * : p ≤ 0,05. MK, Midkine 

 

 

3.5.5 Zusammenfassung 

 

In MC3T3-E1-Zellkulturen förderte PTN tendenziell die Proliferation. Für MK konnte in 

osteoblastären Zellkulturen aus Mauskalvarien eine signifikante Erniedrigung der 

Proliferationsrate festgestellt werden. In den primären osteoblastären Zellkulturen konnte 

nach Zugabe von MK eine geringere Expression der Gene c-FOS und H4 nachgewiesen 

werden. Nach mechanischer Stimulation war die Expression des Gens H4 in den Zellkulturen, 

die MK erhielten, signifikant leicht erhöht. Wurde TopFlash-transfizierten Kulturen MK 

zugefügt und uniaxiale Dehnung appliziert, wiesen die MK-behandelten Kulturen eine 

verstärkte TCF-vermittelte Transkriptionsaktivität auf. 

 

 

 

    * 
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4. DISKUSSION 

 

4.1 Charakterisierung der osteoblastären Zellen 

 

Der Differenzierungsprozess der osteoblastären Zellen wird von unterschiedlichen Proteinen 

reguliert und ist für die Ontogenese notwendig. Zellen der präosteoblastären Zelllinie 

MC3T3-E1 und primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien wurden im Kulturmedium 

mit Zusatz von Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat osteogen differenziert. Zur 

Untersuchung der osteogenen Entwicklung wurden die kultivierten Zellen, über eine gesamte 

Kultivierungsdauer von vier Wochen zu mehreren Zeitpunkten anhand der mRNA-Expression 

in der Literatur beschriebener osteoblastärer Marker charakterisiert.  

Die osteogene Differenzierung wurde immunhistochemisch sowohl mittels AP-Färbung zum 

Nachweis aktiver alkalischer Phosphatase als auch mittels von Kossa-Färbung zum Nachweis 

der Mineralisierung überprüft. Die MC3T3-E1-Zellkulturen und die Kulturen primärer 

osteoblastärer Zellen wiesen im Verlauf der osteogenen Entwicklung in den Silikonschalen 

eine Erhöhung der AP-Aktivität sowie die Apposition von Mineral auf. Osteogene 

Differenzierung von MC3T3-E1-Zellkulturen und primären osteoblastären Zellen aus 

Mauskalvarien scheint also in Silikonschalen möglich zu sein. Andere Autoren hatten bereits 

die Erhöhung der AP-Aktivität und die Apposition von Mineral von MC3T3-E1-Zellkulturen 

und primären osteoblastären Zellen aus Kalvarien in handelsüblichen Zellkulturschalen 

publiziert [27, 32]. Ein Vergleich der Abbildungen der Kulturen der MC3T3-E1-Zellen und 

der murinen primären osteoblastären Zellen (Abbildung 3.1 und 3.2) zeigte, dass die 

Primärzellen am Tag 14 eine höhere AP-Aktivität und am Tag 28 eine stärkere 

Mineralapposition als die Kulturen der MC3T3-E1-Zellen zu den entsprechenden Zeitpunkten 

aufwiesen und somit differenzierter sein könnten als die Kulturen der MC3T3-E1-Zellen.  

Mittels histochemischer Färbungen konnte eine inhomogene Differenzierung hinsichtlich der 

AP-Aktvität und der Mineralisierung sowohl in den Kulturen der MC3T3-E1-Zellen als auch 

in den Kulturen der osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien auf Silikon festgestellt werden. 

Ein Problem der Monolayerkultur in den Silikonschalen war die inhomogene Besiedelung 

und die damit verbundene unterschiedliche Zelldichte und Proliferation der Zellen innerhalb 

einer Schale. Zelldichte und Zellproliferation haben einen Einfluss auf die Differenzierung 

[8]. Ein einheitlich konfluenter Zellrasen könnte zu einer homogeneren Differenzierung 

innerhalb der Silikonschalen führen. In Sechs-Well-Platten konnte jedoch ebenfalls eine 

inhomogene Differenzierung der osteoblastären Zellkulturen nachgewiesen werden (in 
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vorliegender Arbeit nicht dargestellt), so dass die inhomogene Differenzierung nicht 

ausschließlich auf die Silikonschalen zurückgeführt werden kann. Knochenzellen befinden 

sich in vivo in der dreidimensionalen Struktur einer aus spezifischen Proteinen 

zusammengesetzten, extrazellulären Matrix, die die gleichmäßige Differenzierung der Zellen 

beeinflussen könnte. Zum Beispiel fördert KOLL-1, aus dem die extrazelluläre Matrix im 

Knochen hauptsächlich besteht, in dreidimensionalen Kollagengelen die osteogene 

Differenzierung mesenchymaler Stammzellen [30]. Nach Kalajzic et al. sind nur ca. 15 % 

aller Zellen in mineralisierten Osteoblastenkulturen ausdifferenziert [132]. Die inhomogene 

Differenzierung der Zellen innerhalb der Kulturen kann auf enthaltene Subpopulationen 

zurückzuführen sein. Die Primärzellkultur von Osteoblasten hat den Nachteil, dass sie nicht 

zu 100 % aus Osteoblasten, sondern anteilig auch aus Präosteoblasten, Osteocyten oder 

anderen Zellen wie Fibroblasten zusammengesetzt sein kann, welche die Ergebnisse 

beeinflussen. Des Weiteren könnten die Primärzellen dedifferenzieren. Garcia et al. 

berichteten von der Expression adipogener Marker in Kulturen primärer Mauskalvarienzellen 

[133]. Die Inhomogenität der osteogenen Reifung führte zu einer erhöhten Variabilität in den 

Versuchen. 

Die Matrixbildung ging bei den MC3T3-E1-Zellkulturen mit der Erhöhung der Expression 

der Gene AP und RUNX-2 einher (Abbildung 3.3). Wie in der histochemischen Färbung 

(Abbildung 3.1) die AP-Aktivität konnte die mRNA-Expression von AP in den MC3T3-E1-

Zellkulturen auch erst ab Tag 14 detektiert werden. Bei den murinen primären osteoblastären 

Zellen stieg die Expression von AP, RUNX-2 und BSP im Verlauf der Kultivierung an 

(Abbildung 3.5). Die Expression des Proliferationsmarkers H4 war zu Beginn der 

Differenzierung noch erhöht, unterschied sich aber im weiteren Differenzierungsverlauf nicht 

mehr von den undifferenzierteren Zellen am Tag 5. Microarray-Analysen mit primären 

osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien (in vorliegender Arbeit nicht dargestellt), in denen 

die mRNA-Expression vom Tag 5 mit der Expression der differenzierteren Zellen am Tag 28 

verglichen wurde, zeigten auch die Expressionsveränderungen von AP und BSP. In den 

Microarray-Analysen konnte außerdem eine Erhöhung der Expression von OC nachgewiesen 

werden, was mittels Real-Time-PCR nicht möglich war. 

RUNX-2 ist ein essentieller Transkriptionsfaktor für die osteogene Differenzierung [9]. Er 

kann die Expression der Markergene für die osteogene Differenzierung BSP, OC, OP, KOLL-

1 und AP regulieren [10, 13, 14]. Seine erhöhte Expression weist auf die Reifung der Zelle 

hin. BSP ist ein Protein der extrazellulären Matrix, es kann bereits in 

Osteoblastenvorläuferzellen detektiert werden und ist in reiferen Osteoblasten verstärkt 
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exprimiert. Ein Schlüsselenzym im Mineralisierungsprozess ist AP, das erst in reiferen 

Osteoblasten nachweisbar ist [2, 135]. Eine Erhöhung der Expression von AP und BSP im 

Verlauf der Kultivierung sowohl in den MC3T3-E1-Zellkulturen als auch in den Kulturen 

primärer osteoblastärer Zellen ging mit der Erhöhung der Expression von RUNX-2 einher und 

läßt auf differenziertere Zellen am Tag 28 im Vergleich zum Tag 5 schließen. Stein et al. 

berichteten von einer Erhöhung der Expression von H4 in primären Zellen zu Beginn des 

Kultivierungsverlaufs, die mit fortschreitender Differenzierung der Zelle wieder erniedrigt 

wurde [8]. Dies entspricht dem Expressionsmuster von H4 in den Kulturen primärer 

osteoblastärer Zellen in der vorliegenden Arbeit, so dass eine osteogene Reifung der Zellen 

angenommen werden kann.  

Die Expression der Gene c-FOS, KOLL-1 und OP veränderte sich über die 

Kultivierungsdauer in den Kulturen der MC3T3-E1-Zellen sowie in den primären 

osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien nicht signifikant.  

Das Protoonkogen c-FOS spielt eine wichtige Rolle in der osteoblastären Differenzierung und 

Proliferation. Überexpression von c-FOS in Mäusen führt zu Osteosarkombildung, hier 

scheint die Proliferation der Zellen gestört zu sein [136, 137]. Eine gleichbleibende 

Expression kann also auf eine normale Proliferation und Differenzierung der MC3T3-E1-

Zellkulturen und primären osteoblastären Zellen aus Mauskalvarien hinweisen. 

Eine Erhöhung der Expression der osteogenen Markergene KOLL-1 und OP konnte nicht 

nachgewiesen werden. Unterschiede zu den Untersuchungen anderer Arbeitsgruppen 

hinsichtlich dieser Gene [2, 8] sind möglicherweise auf die Versuchsbedingungen und die 

Spezies zurückzuführen. Auch die inhomogene Differenzierung innerhalb der Silikonschalen 

könnte leichte Expressionsveränderungen in Populationen mit differenzierteren Zellen im 

Gesamtdurchschnitt aller Zellen wieder ausgleichen.  

Zusammenfassend bestätigen die vorliegenden Daten eine Induktion der Differenzierung 

sowohl der MC3T3-E1-Zellkulturen als auch der Kulturen muriner primärer osteoblastärer 

Zellen in den Silikonschalen. Ein Vergleich der beiden Zellkulturen lässt vermuten, dass die 

Primärzellen aus den murinen Kalvarien bereits in dem Moment, in dem sie isoliert werden, 

differenzierter sind als die Zellen der MC3T3-E1-Zelllinie. Bei beiden Zellarten ist die 

osteogene Differenzierung nach Induktion mit Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat 

nicht homogen. 
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4.2 Veränderung der Genexpression von PTN, MK, PTPRζζζζ1 und Genen des WNT/ββββ-

CAT-Signaltransduktionsweges im Differenzierungsverlauf 

 

In den Kulturen der präosteoblastären Zelllinie MC3T3-E1 erhöhte sich nach Induktion der 

Differenzierung die Expression der Gene PTN, MK, LRP6 und β-CAT bis Tag 14 der 

Kultivierungsperiode (Abbildung 3.4). In den murinen primären osteoblastären Zellen stieg 

die Expression von PTN und MK sowie die Expression von PTPRζ1 nach Supplementation 

des Kulturmediums mit Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat über den gesamten 

Kultivierungsverlauf hinweg an (Abbildung 3.6). Die Expression des Transkriptionsfaktors 

LEF-1 erniedrigte sich in den Kulturen der MC3T3-E1-Zelllinie und der primären 

osteoblastären Zellen im Kultivierungsverlauf. Die Erhöhung der Genexpression von PTN, 

MK, LRP6, PTPRζ1 und β-CAT lässt auf einen Einfluss von PTN, MK und PTPRζ1 sowie 

des WNT-Signaltransduktionsweges auf den Reifungsprozeß der osteoblastären Zelle 

schließen.  

Für PTN konnte bereits gezeigt werden, dass es die Differenzierung von MC3T3-E1-Zellen 

fördert [110] und die Knochenbildung erhöhen kann [138, 139]. Die Expression des PTN-

Gens ist sowohl in RUNX-2-überexprimierenden C3H10T1/2-Fibroblasten als auch in 

RUNX-2-defizienten Gliedmaßen von murinen Embryonen erhöht [14, 140]. Dies lässt einen 

Einfluss des osteogenen Transkriptionsfaktors RUNX-2 auf die Expression von PTN 

vermuten.  

Die Expression der mRNA des Wachstums- und Differenzierungsfaktors MK wurde im 

Kultivierungsverlauf erhöht. MK wird während der embryonalen Entwicklung unter anderem 

in skeletalem Gewebe [141] und während der Differenzierung neuroblastärer Zellen verstärkt 

exprimiert [142]. In Osteosarkomzellen ist MK überexprimiert [143]. Auch in 

differenzierenden humanen Osteoblasten konnte mittels Microarray-Analysen ein Anstieg der 

Expression von MK festgestellt werden [144]. Die Ergebnisse anderer Arbeitsgruppen und die 

Daten der vorliegenden Arbeit deuten auf eine wichtige Rolle von MK in der osteoblastären 

Differenzierung hin. 

In der Entwicklung neuronaler Zellen ist der Expressionsverlauf von PTN und MK im 

Verlauf der Differenzierung vollkommen verschieden. Hier steigt in P19-Zellkulturen 

zunächst die Konzentration der MK-mRNA, wohingegen die mRNA von PTN erst zu einem 

späteren Stadium detektierbar ist [146]. Herradon et al. stellten fest, dass in der murinen 

Embryonalentwicklung von MK-Knockout-Mäusen in verschiedenen Organen mehr PTN-

mRNA zu finden war als in den Wildtyp-Mäusen und in PTN-Knockout-Mäusen kein 
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Unterschied in der Menge der MK-mRNA im Vergleich zu den Wildtyp-Mäusen bestand. Sie 

postulierten, dass MK die Expression von PTN reguliert [147]. Mitsiadis et al. fanden weitere 

Unterschiede zwischen der Expression von PTN und MK. Sie wiesen immunhistochemisch 

auf Proteinebene in den Osteoblasten des sich entwickelnden murinen Embryos wenig MK 

und viel PTN nach [141]. Lehmann et al. konnten in der Knochenentwicklung von PTN-

Knockout-Mäusen keinen Unterschied zur Knochenentwicklung von Wildtyp-Mäusen finden. 

Sie differenzierten primäre osteoblastäre Zellen aus Wildtyp-Mauskalvarien mit Ascorbat-2-

Phosphat und β-Glycerophosphat und konnten mittels Microarray-Analysen am Tag 25 der 

Differenzierung im Vergleich zu undifferenzierteren Zellen am Tag 0 keine Veränderung der 

Expression von PTN feststellen, aber eine Erhöhung der Expression von MK. Sie nahmen an, 

dass MK der physiologische Regulator der Knochenbildung ist [108]. In der vorliegenden 

Arbeit wurde sowohl die Expression von MK als auch die Expression von PTN im Verlauf 

der Differenzierung erhöht. Der Unterschied zu Lehmann et al. könnte auf unterschiedliche 

Methoden der Zellisolation zurückzuführen sein. Auch ein Einfluss des FCS kann nicht 

ausgeschlossen werden. In diesem befinden sich je nach Charge und Produzent 

unterschiedliche wachstums- und differenzierungsfördernde Faktoren, die die Expression von 

MK und PTN modulieren können. Aus den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit kann 

angenommen werden, dass beide Proteine eine Rolle in der osteoblastären Differenzierung 

spielen. 

Während der Differenzierungsperiode der MC3T3-E1-Zellkulturen wurde die Expression der 

beiden am WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg beteiligten Gene LRP6 und β-CAT 

ebenfalls verstärkt. Untersuchungen anderer Arbeitsgruppen bestätigten bereits die wichtige 

Rolle des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges in der Knochenentwicklung und in der 

Knochenhomöostase [86, 87, 148]. LRP6 ist ein potentieller Rezeptor für MK und PTN [120, 

149] und wie LRP5 ein bedeutender Rezeptor in der Knochenentwicklung [38, 83, 150]. 

Weitere Arbeitsgruppen postulierten, dass die quantitative Veränderung von β-CAT in 

mesenchymalen Stammzellen, den Vorläuferzellen der Osteoblasten, als molekularer Schalter 

für die osteogene Weiterentwicklung dient [89, 90]. Folglich kann ein Einfluss von LRP6 und 

β-CAT und somit des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges auf die osteogene 

Differenzierung muriner osteoblastärer Zellen angenommen werden. 

PTPRζ1 könnte ebenfalls in die osteoblastäre Differenzierung involviert sein, der Rezeptor 

wurde in der vorliegenden Arbeit im Kultivierungsverlauf erhöht. Andere Arbeitsgruppen 

stellten fest, dass Tyrosinphosphatasen die Skelettentwicklung, den Knochenmetabolismus 

oder die Funktion der Osteoklasten regulieren [151-153]. Chengalvala et al. berichteten, dass 
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eine PTP, die in Knochen und Hoden von Ratten vorkommt, über den osteogenen 

Differenzierungsverlauf erhöht wird und für die osteoblastäre Entwicklung notwendig ist 

[154]. Diese osteotestikuläre PTP wird während der murinen embryonalen Skelettentwicklung 

und dort während der Osteoblastenentwicklung verstärkt exprimiert [155, 156]. Folglich kann 

davon ausgegangen werden, dass PTPen sowohl in der Knochenentwicklung als auch im 

Knochenremodeling von Bedeutung sind. PTPRζ1 hat einen Einfluss auf die Knochenbildung 

in Mäusen [157]. Eine Einfluss von PTPRζ1 auf β-CAT und ein daraus resultierender 

Einfluss auf den WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg wird von Meng et al. diskutiert [128]. 

PTPRζ1 ist zudem ein potentieller Rezeptor für PTN und MK [116, 117], die in der 

osteogenen Entwicklung von osteoblastären Zellen eine Rolle spielen könnten. Für PTPRζ1 

kann also eine Rolle in der Differenzierung des Osteoblasten angenommen werden. 

Ein weiteres Gen, dass im WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg eine wichtige Rolle spielt, 

ist der Transkriptionsfaktor LEF-1. LEF-1 wird über den WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweg aktiviert und reguliert im Zellkern die Expression von Zielgenen des 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionswegs. Von Kahler et al. wurde die Erniedrigung der 

Expression dieses Faktors im osteoblastären Entwicklungsprozess beschrieben, die für die 

vollständige Reifung des Osteoblasten notwendig ist [22]. Auch in der vorliegenden Arbeit 

wurde LEF-1 in den MC3T3-E1-Zellkulturen über den Differenzierungsverlauf hinweg 

schwächer exprimiert und in der Primärzellkulturen am Tag 14 erniedrigt, so dass von einer 

osteogenen Weiterentwicklung der Zellen ausgegangen werden kann. 

Abschließend ist festzuhalten, dass PTN und MK in der vorliegenden Arbeit im Verlauf der 

osteogenen Differenzierung in ihrer Expression erhöht wurden, was eine Rolle dieser beiden 

Moleküle innerhalb der osteoblastären Reifung vermuten läßt. Auch die Expression von 

PTPRζ1 und der am WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg beteiligten Gene LRP6 und β-

CAT wurde über den Differenzierungsverlauf hinweg erhöht. Die Expression des 

Transkriptionsfaktores LEF-1 wurde erniedrigt. Diese Moleküle scheinen ebenfalls in den 

osteoblastären Reifungsprozess involviert zu sein. 

 

 

4.3 Einfluss uniaxialer Dehnung auf osteoblastäre Zellen 

 

Der mechanische Stimulus ist ein wichtiger Faktor für den Erhalt der Knochenmasse. 

Mechanische Stimulation von Zellen beeinflusst ihre Proliferation, Differenzierung und 
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Orientierung [64] und setzt dafür Mechanorezeption, Mechanotransduktion und die daraus 

resultierende Expressionsveränderung bestimmter Gene der Zellen voraus.  

Um den Einfluss uniaxialer Dehnung auf osteoblastäre Zellen zu unterschiedlichen 

Zeitpunkten der Differenzierung zu analysieren, wurden die Zellen in Silikonschalen 

ausgesät, mit Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat osteogen differenziert und am Tag 

5, 7, 14, 21 und 28 der Kultivierung einmalig für 30 min, mit 1% und 1Hz mechanisch 

stimuliert. Dehnungsamplitude, Stimulationsdauer und Frequenz haben einen Einfluss auf die 

Veränderung der Genexpression nach mechanischer Stimulation [70, 158]. Auch der 

Zeitpunkt des Versuchsabbruchs hat einen Einfluss auf den letztendlich gemessenen Effekt, 

da die Expressionsveränderung der Gene schnell (zum Beispiel early-response-Gene) oder 

langsam erfolgen kann. In Vorversuchen wurden die idealen Versuchsbedingungen 

ausgetestet (in vorliegender Arbeit nicht dargestellt). 

In der vorliegenden Arbeit konnte auf mRNA-Ebene in den MC3T3-E1-Zellen nach 

uniaxialer Dehnung zu bestimmten Zeitpunkten der Differenzierung eine Erhöhung der 

Expression der Gene PTN, MK, LRP6 und c-FOS festgestellt werden (Abbildung 3.7). In den 

murinen primären osteoblastären Zellen konnte für PTN, MK, PTPRζ1, LEF-1 und c-FOS 

sowie für die osteogenen Marker RUNX-2 und BSP nach mechanischer Stimulation eine 

Veränderung in der Menge der mRNA festgestellt werden (Abbildung 3.8). 

Microarrayanalysen (in vorliegender Arbeit nicht dargestellt) wurden durch die Real-Time-

PCR-Daten hinsichtlich der mechanisch induzierbaren Expressionsveränderung von PTN, 

MK und c-FOS in Primärzellkulturen am Tag 5 bestätigt. 

Die Veränderung der Expression des Protoonkogens c-FOS wurde sowohl in den MC3T3-E1-

Zellkulturen als auch in den Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalarien, zu 

jedem untersuchten Zeitpunkt der Differenzierung analysiert. Sie diente als interne Kontrolle 

zur Verifizierung des mechanischen Stimulus, da die Erhöhung der Expression von c-FOS in 

osteoblastären Zellen nach mechanischer Stimulation bereits von anderen Autoren 

beschrieben wurde [159, 160]. Die Induktion der Expression von c-FOS war nicht zu allen 

Zeitpunkten gleich stark. Dies steht im Einklang zu den Untersuchungen anderer 

Arbeitsgruppen, die den Zusammenhang zwischen dem Differenzierungszustand der Zelle 

und der Induzierbarkeit verschiedener Gene nach mechanischer Stimulation untersucht haben. 

Sie konnten Unterschiede in der Expressionsveränderung zwischen den unterschiedlich weit 

differenzierten Zellen feststellen [52, 69, 161].  
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4.3.1 Einfluss uniaxialer Dehnung auf die osteogenen Marker RUNX-2 und BSP 

 

Nach uniaxialer Dehnung in murinen primären osteoblastären Zellen waren die osteogenen 

Marker RUNX-2 und BSP in ihrer Expression verändert (Abbildung 3.8). RUNX-2 spielt eine 

Schlüsselrolle in der Modulation der osteoblastären Differenzierung. Die 

üExpressionsveränderung dieses Faktors nach mechanischer Stimulation wurde bereits in der 

Literatur beschrieben [162, 163]. Nukleotide werden von Zellen als Antwort auf mechanische 

Stimuli ausgeschüttet. Dieses Signal kann über Ras/ERK/MAPK den Transkriptionsfaktor 

RUNX-2 aktivieren [164, 165]. In der Literatur konnte die veränderte Expression von BSP in 

vitro nach mechanischer Dehnung und nach Exposition der Zellen in einem Magnetfeld 

nachgewiesen werden [166, 167]. Shimizu et al. führten zusätzlich Promoterstudien des BSP-

Gens durch. Bei der Magnetfeld-induzierten Transkriptionsveränderung von BSP sind das 

FGF2-response-Element und der Transkriptionsfaktor PIT-1 involviert. Andere 

Arbeitsgruppen berichteten von einem cAMP-response-Element in der Promoterregion von 

BSP [168, 169]. Der mittels mechanischer Dehnung induzierte cAMP/PKA-

Signaltransduktionsweg könnte folglich die Expression von BSP regulieren.  

Die Expression von RUNX-2 wurde nach mechanischer Stimulation in den 

undifferenzierteren Zellkulturen am Tag 5 erniedrigt. Da der Transktiptionsfaktor RUNX-2 

die Differenzierung der osteoblastären Zelle fördert, könnte eine Erniedrigung seiner 

Expression nach uniaxialer Dehnung am Tag 5 bedeuten, dass mechanische Stimulation zu 

diesem Zeitpunkt der Entwicklung die Differenzierung der osteoblastären Zellen aus 

Mauskalvarien zunächst hemmt. Dass mechanische Stimulation die Proliferation in 

Osteoblasten erhöhen und die Differenzierung erniedrigen kann, wurde bereits von anderen 

Arbeitsgruppen postuliert [66, 170]. Die Expression von BSP war am Tag 21 und 28 nach 

uniaxialer Dehnung erhöht. Mechanische Stimulation könnte die terminale osteogene 

Entwicklung in differenzierteren Zellen fördern.  

In den MC3T3-E1-Zellkulturen konnte BSP mittels Real-Time-PCR nicht detektiert und eine 

signifikante Veränderung der Expression von RUNX-2 nach mechanischer Stimulation nicht 

nachgewiesen werden. Diese Zellkulturen befanden sich wie in Kapitel 4.1 anhand der 

Überprüfung osteogener Marker diskutiert, wahrscheinlich in einem anderen 

Differenzierungsstadium als die Kulturen primärer osteoblastärer Zellen. Sie exprimierten 

weniger AP, wiesen ein schwächeres Mineralisierungspotential auf und erhielten im 

Gegensatz zu den Primärzellkulturen kein hitzeinaktiviertes FCS was die Proliferation und 

Differenzierung dieser Zellen beeinflusst haben könnte.  
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4.3.2 Einfluss uniaxialer Dehnung auf die Expression von PTN, MK, PTPRζζζζ1 und 

Genen des WNT/ββββ-CAT-Signaltransduktionsweges 

 

Beide Heparin-bindenden Moleküle konnten in ihrer Expression mittels Mechanik beeinflusst 

werden (Abbildung 3.7 und Abbildung 3.8). Die Expression von PTN wurde in den MC3T3-

E1-Zellkulturen und in den Kulturen osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien nach uniaxialer 

Dehnung verändert. Die Beeinflussung der Expression des PTN-Gens mittels mechanischer 

Stimulation wurde bereits von anderen Autoren beschrieben, wobei Liedert et al. in vitro eine 

Erniedrigung der relativen mRNA-Konzentration in SaOS-2-Zellkulturen fanden und die 

Arbeitsgruppe um Xing in vivo nach Vier-Punkt-Biegung von murinen Tibien eine 

Verstärkung der Expression feststellte [75, 77]. Liedert et al. untersuchten mittels Inhibitoren 

zusätzlich Signaltransduktionswege, die an der mechanischen Regulation der PTN-Expression 

beteiligt sein könnten [76]. Potentielle Modulatoren der PTN-Expression waren unter 

anderem die Integrine, das Zytoskelett und MAPK-Signaltransduktionswege, für die ein 

Einfluss auf die Mechanotransduktion bereits beschrieben wurde [61, 63].  

Die Veränderungen der Expression von PTN nach mechanischer Stimulation waren in den 

MC3T3-E1-Zellkulturen und in den Primärzellkulturen verschieden. Zunächst ist 

festzuhalten, dass der Effekt von PTN auf die Knochenbildung zeit- und 

konzentrationsabhängig ist [139]. Wenn PTN zu MC3T3-E1-Zellkulturen hinzugefügt wird, 

kann es die osteogene Differenzierung der Zellen stimulieren [110]. Folglich wäre es möglich, 

dass eine leichte Erhöhung der Expression von PTN nach mechanischer Stimulation am Tag 5 

in den MC3T3-E1-Zellkulturen die Differenzierung dieser präosteoblastären Zellen fördert. In 

den Kulturen primärer osteoblastärer Zellen wurde die Expression von PTN zusammen mit 

der Expression von RUNX-2 am Tag 5 der Kultivierung nach mechanischer Stimulation 

erniedrigt, so dass hier ein hemmender Einfluss auf die Differenzierung angenommen werden 

kann. Nach Induktion der Differenzierung mittels Ascorbat-2-Phosphat und β-

Glycerophosphat wird die Expression von PTN am Tag 7 nach mechanischer Stimulation 

leicht erhöht. Es könnte sein, dass mechanische Stimulation die Expression dieses Gens 

abhängig vom Differenzierungszustand der Zelle reguliert, der mögliche Einfluss von PTN 

auf die Differenzierung osteoblastärer Zellen wurde in Kapitel 4.2 bereits diskutiert. 

Die MK-Expression wurde nach mechanischer Stimulation in den MC3T3-E1-Zellkulturen 

am Tag 21 und 28 der Differenzierung verstärkt exprimiert, in den undifferenzierteren 

Primärzellkulturen sank die relative mRNA-Konzentration am Tag 5. Über den Einfluss 

mechanischer Belastung auf die MK-Expression wurde in der Literatur noch nicht berichtet. 
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Es liegt jedoch nahe, dass es als PTN-verwandtes Gen ebenfalls mittels mechanischer 

Stimulation beeinflusst wird. Die Expression von MK kann durch Retinolsäure induziert 

werden [100, 112]. In der Promoterregion dieses Gens befindet sich ein Retinolsäure-

responsives Element [171], für das aus der Literatur jedoch noch kein Zusammenhang zur 

Mechanik hervorgeht. Es sind zudem noch keine ausführlichen Promoterstudien mit Hinblick 

auf Expressionsveränderungen nach mechanischer Stimulation zu diesem Gen durchgeführt 

worden. Eine selbst durchgeführte Suche nach putativen Transkriptionsfaktoren für das MK-

Gen mit dem Suchprogramm TFsearch ergab eine mögliche Bindestelle für AP-1. Nach 

mechanischer Stimulation werden in einer Signalkaskade die Kinasen RAF / MEK / ERK1/2 

aktiviert und ERK1/2 kann die Aktivität des Transkriptionsfaktors AP-1 beeinflussen [53]. 

Eine Beteiligung dieses Signaltransduktionsweges an der Regulation der Expression von MK 

müsste untersucht werden.  

Die Expression von MK wurde in den MC3T3-E1-Zellkulturen am Tag 21 und 28 der 

Kultivierung nach mechanischer Stimulation signifikant leicht erhöht und in den 

Primärzellkulturen am Tag 5 der Kultivierung erniedrigt. Wie bei PTN besteht auch hier die 

Möglichkeit, dass die Expression des wahrscheinlich in die osteoblastäre Differenzierung 

involvierten Gens mittels mechanischer Stimulation abhängig vom Differenzierungszustand 

der Zelle zusätzlich reguliert wird. 

Die Expression von PTPRζ1 und der am WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg beteiligten 

Moleküle LRP6 und LEF-1 war nach mechanischer Stimulation verändert (Abbildung 3.7 und 

Abbildung 3.8).  

Der Einfluss von Mechanik auf die Regulation der Transkription von PTPRζ1 ist aus der 

Literatur noch nicht bekannt. Protein-Tyrosin-Phosphatasen haben in der Skelettentwicklung 

und der Regulation der Osteoklastenfunktion eine modelierende Funktion [151-153]. PTPRζ1 

ist in die Differenzierung von Osteoblasten und die Knochenbildung von Mäusen involviert 

[157].  

Die Expression einiger Gene des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges kann mittels 

mechanischer Stimulation beeinflusst werden [74]. Lau et al. konnten die 

Expressionsveränderungen von LRP5 und LEF-1 nach Stimulation in einem Fluid Flow-

Modell bereits feststellen [71]. So liegt es nahe, dass die Expression von LEF-1 und LRP6 

durch mechanische Stimulation beeinflussbar ist.  

In der vorliegenden Arbeit beeinflusste uniaxiale Dehnung β-CAT auf mRNA-Ebene nicht. 

Norvell et al. konnten in vitro an Fluidflow-Versuchen eine Translokation von β-CAT in den 

Zellkern nach Stimulation nachweisen [73]. So kann anhand der vorliegenden Ergebnisse 
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angenommen werden, dass mechanische Stimulation β-CAT wahrscheinlich über 

Phosphorylierung  beeinflusst. 

In den Kulturen von MC3T3-E1-Zellen korrelierten die Expressionsveränderungen von LRP6 

und MK nach mechanischer Stimulation am Tag 21. In den Primärzellkulturen korrelierte die 

Erniedrigung der Expression von PTPRζ1 und LEF-1 und der osteoblastären Marker RUNX-

2 und BSP ebenfalls mit der Erniedrigung der Expression von PTN und MK. Interaktionen 

der Moleküle PTN, MK mit ihren putativen Rezeptoren müssen noch weiter auf Proteinebene 

untersucht werden. Die unterschiedlichen Ergebnisse in den MC3T3-E1-Zellkulturen und in 

den Kulturen muriner primärer osteoblastärer Zellen sind darauf zurückzuführen, dass der 

Differenzierungszustand der Zelle die Antwort auf mechanische Stimuli beeinflusst [52, 161]. 

 

 

4.4 Untersuchungen an PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

4.4.1 Differenzierung von osteoblastären PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen und Veränderung 

der Genexpression von AP, BSP, c-FOS, PTN, MK und LEF-1 im Kultivierungsverlauf 

 

Osteoblastäre Zellkulturen aus Mauskalvarien von PTPRζ1-Knockout-Mäusen wurden mit 

Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat im Kulturmedium osteogen differenziert und 

mit osteoblastären Zellkulturen aus Mauskalvarien von Wildtyp-Mäusen hinsichtlich ihrer 

Genexpression verglichen. In den Wildtyp- und Knockout-Zellkulturen wurde die Expression 

des Transkriptionsfaktors RUNX-2 und des Proliferationsmarkers H4 im 

Differenzierungsverlauf untersucht. Es konnte kein signifikanter Unterschied festgestellt 

werden. Die beiden osteoblastären Marker BSP und AP wurden in den Wildtyp- und 

Knockout-Zellkulturen über den Differenzierungsverlauf hinweg jedoch unterschiedlich stark 

exprimiert (Abbildung 3.9). Am Tag 21 nach Induktion der Differenzierung wurden beide 

Marker in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen tendenziell schwächer exprimiert als in den 

Wildtyp-Zellkulturen. Dies könnte darauf hindeuten, dass die PTPRζ1-Knockout-Zellen 

möglicherweise verzögert differenzierten. In der vorliegenden Arbeit nicht dargestellte 

Beobachtungen der Zellkultur in unserem Labor wiesen auf eine verstärkte Proliferation der 

PTPRζ1-Knockout-Zellen hin. Schinke et al. stellten eine verringerte Expression der 

osteogenen Marker OC und BSP, eine erhöhte Proliferationsrate von PTPRζ1-Knockout-

Zellen und eine Erniedrigung der Proliferationsrate von PTPRζ1-überexprimierenden 

MC3T3-E1-Zellen fest [157]. Eine Hemmung der PTP-Aktivität mittels Orthovanadat 
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stimulierte die Proliferation osteoblastärer Zellen [174]. Überexpression von PTPε inhibierte 

in endothelialem Gewebe die Zellproliferation [175]. So liegt nahe, dass die PTPRζ1 im 

Osteoblasten einen Einfluss auf die Proliferation hat und vermutlich durch die Defizienz der 

PTPRζ1 die Zellproliferation gesteigert wird. Dies könnte einen Einfluss auf die 

Differenzierung der PTPRζ1-Knockout-Zellen haben. 

Das Protoonkogen c-FOS hat eine wichtige Rolle in der osteoblastären Proliferation und 

Differenzierung [136] und war in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen stärker exprimiert als 

in den Wildtyp-Zellen (Abbildung 3.10). c-FOS bildet mit Proteinen der JUN-Familie einen 

dimeren Transkriptionsfaktor, der auch als AP-1 bezeichnet wird [176] und beeinflusst die 

osteoblastäre Entwicklung und Proliferation [137]. Erhöhte c-FOS-Level beeinflussen die 

normale Proliferation osteoblastärer Zellen [137] und c-FOS scheint aufgrund des PTPRζ1-

Knockouts anders exprimiert zu sein. Eventuell besteht ein Zusammenhang mit der 

verstärkten Proliferation der PTPRζ1-Knockout-Zellen. 

Die Expression von PTN war sowohl in den undifferenzierten als auch in den 

differenzierteren PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen tendenziell höher als in den Kulturen der 

Wildtypzellen (Abbildung 3.10). Am Tag 5 war die MK-Expression in den PTPRζ1-

Knockout-Zellkulturen signifikant geringer, stieg jedoch über den Kultivierungsverlauf 

signifikant stärker an, als in den Kulturen der Wildtypzellen. Die Regulation der Expression 

dieser beiden Wachstumsfaktoren im Differenzierungsverlauf wurde in Kapitel 4.2 bereits 

diskutiert und könnte zusätzlich direkt von einer aktiven PTPRζ1 beeinflusst werden. PTP´s 

können die MAPK durch Dephosphorylierung eines Tyrosinrestes inaktivieren [153]. In 

Kapitel 4.3.2 wurde bereits die Möglichkeit der Regulation von PTN über MAPK-

Signaltransduktionswege diskutiert [76]. Als PTN-verwandtes Gen könnte die Expression von 

MK auch über MAPK-Signaltransduktionswege reguliert sein. Bei Nichtfunktion von 

PTPRζ1 könnte ein verstärkt aktivierter MAPK-Signalweg die Expression von PTN und MK 

erhöhen. Eine weitere Möglichkeit besteht darin, dass die Expression von PTN und MK als 

indirekte Folge einer veränderten Proliferation und Differenzierung der PTPRζ1-Knockout-

Zellkulturen beeinflusst wird. 

Die PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen und die Wildtypzellkulturen unterschieden sich auch 

hinsichtlich der Expression des Transkriptionsfaktors LEF-1 (Abbildung 3.10). PTPRζ1-

Knockout-Zellen exprimierten während der osteogenen Differenzierung signifikant weniger 

LEF-1 als die Wildtypzellen. LEF-1 wird vom WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg 

aktiviert und reguliert die Expression der Zielgene des WNT/β-CAT-
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Signaltransduktionswegs, die die Differenzierung und Proliferation der Zelle beeinflussen 

können. Die Expression von LEF-1 kann ebenfalls über den WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweg reguliert werden [177, 178]. Meng et al. diskutierten einen Einfluss 

von PTPRζ1 auf β-CAT [128], welcher wiederum den WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg 

modulieren könnte. Bei einer Inaktivierung der PTPRζ1 könnte freies β-CAT im Zytoplasma 

kumulieren und für die verstärkte Weiterleitung der Signale des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges zur Verfügung stehen. Eine veränderte Aktivität des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges könnte zu einer veränderten Expression von LEF-1 führen. 

Folglich könnte eine veränderte Aktivität des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges in 

PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen angenommen werden. 

Die Nichtfunktion von PTPRζ1 führte zu einer Veränderung der Proliferation und einer 

verringerten Expression von AP, BSP und LEF-1 im Verlauf der Differenzierung. Die 

Expression von PTN, MK und c-FOS war in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen erhöht, so 

dass hier ebenfalls ein Einfluss von PTPRζ1 auf die Expression dieser Gene angenommen 

werden kann.  

 

 

4.4.2 Einfluss uniaxialer Dehnung auf PTPRζζζζ1-Knockout-Zellen 

 

PTPRζ1-Knockout-Zellen unterschieden sich von den Wildtyp-Zellen hinsichtlich ihrer 

Reaktion auf mechanische Belastung (Abbildung 3.11).  

Die Erhöhung der Expression von c-FOS war nach mechanischer Stimulation in den 

Wildtypzellen signifikant höher als in den PTPRζ1-Knockout-Zellen. Dieser Unterschied 

könnte einerseits auf die verstärkte Proliferation der PTPRζ1-Knockout-Zellen 

zurückzuführen sein. Peake et al. beobachteten ein ähnliches Phänomen hinsichtlich der 

Induktion von c-FOS nach mechanischer Stimulation bei unterschiedlich stark 

proliferierenden Knochenzellen. Sie postulierten verschiedene Matrixzusammensetzungen 

aufgrund der Proliferationsrate als Ursache [160]. Andererseits war die Expression von c-FOS 

bereits in den unstimulierten PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen höher, so dass Mechanik als 

Expressions-regulierender Mechanismus ein zusätzlicher modulierender Faktor der 

Expression von c-FOS sein könnte. 

Der Vergleich der PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen mit den Wildtypzellkulturen zeigt eine 

tendenzielle Umkehrung der Expressionsveränderung nach mechanischer Stimulation 
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hinsichtlich der Expression von PTN und MK. PTPRζ1 hat möglicherweise einen regulativen 

Einfluss auf die Expression von PTN und MK bei mechanischer Stimulation. 

PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen und Wildtypzellkulturen wurden mit einem TopFlash-Vektor 

transfiziert und mechanisch stimuliert. Der TopFlash-Vektor enthält im Promoter eine 

Bindungsstelle für den über den WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg aktivierten 

Transkriptionsfaktor TCF. TCF bildet zusammen mit β-CAT und LEF-1 einen Komplex und 

reguliert die Expression der Zielgene des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges. Während 

in den Kulturen der Wildtypzellen nach mechanischer Stimulation keine Veränderung in der 

Aktivität der Luciferase gemessen werden konnte, war die TCF-vermittelte 

Luciferaseaktivität in den PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen signifikant um das ca. 3-fache 

erhöht (Abbildung 3.12). Dieses Ergebnis kann bedeuten, dass PTPRζ1 die TCF-vermittelte 

Transkription negativ reguliert. PTPs dephosphorylieren β-CAT, so dass es an Cadherin 

binden kann und folglich dem WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg nicht mehr zur 

Verfügung steht [129]. Bei Nichtfunktion von PTPRζ1 nach Bindung eines passenden 

Proteins könnte freies β-CAT im Zytoplasma kumulieren und für die verstärkte Weiterleitung 

der Signale des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges zur Verfügung stehen. Den 

Ergebnissen der vorliegenden Arbeit zu Folge könnte das β-CAT zur Verstärkung des WNT-

Signals rekrutiert werden. 

Angenommen werden kann, dass PTPRζ1 in die mittels Mechanik induzierte 

Signaltransduktion involviert ist und die Aktivierung des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges beeinflusst. 

 

 

4.5 Einfluss von MK auf osteoblastäre Zellen 

 

4.5.1 Einfluss von MK auf die Proliferation und die Differenzierung osteoblastärer 

Zellen 

 

Um einen Hinweis auf die Wirkung der Heparin-bindenden Polypeptide PTN und MK in 

osteoblastären Zellen zu erhalten, wurde ein MTT-Test mit Kulturen osteoblastärer Zellen 

unter Serum-reduzierten Bedingungen durchgeführt. Eine Serumreduktion auf 0 % war nicht 

möglich, da die Zellen innerhalb von 2 Tagen abstarben (nicht dargestellt). Unter den 

gewählten Bedingungen ließ sich nach einer Kultivierungsdauer von 5 Tagen für PTN ein 
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tendenziell fördernder Effekt auf die Proliferation in MC3T3-E1-Zellkulturen und für MK ein 

signifikanter, leicht-hemmender Effekt auf die Proliferation primärer osteoblastärer Zellen aus 

Mauskalvarien feststellen (Abbildung 3.13). Die verschiedenen Ergebnisse könnten auf den in 

Kapitel 4.1 diskutierten, unterschiedlichen Differenzierungszustand der Zellkulturen 

zurückzuführen sein. Mitsiadis et al. konnten zeigen, dass MK die Zellproliferation des 

dentalen Mesenchyms in Mäuseembryonen reduziert und Antikörper gegen MK die 

Differenzierung der mesenchymalen Zellen hemmen [112]. So könnte es sein, dass MK auch 

die Proliferation osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien beeinflusst. Da der Effekt von PTN 

nicht signifikant war, wurden die weiteren Untersuchungen mit MK durchgeführt. 

In einem weiteren Versuchsblock wurde die Veränderung der Genexpression von c-FOS, H4, 

PTN, PTPRζ1, LEF-1 und AP nach Zugabe von MK in primären osteoblastären Zellkulturen 

aus Mauskalvarien untersucht. Der Transkriptionsfaktor c-FOS war in seiner Expression 

signifikant erniedrigt. Der Proliferationsmarker H4 war tendenziell erniedrigt (Abbildung 

3.14). 

Eine Einbindung des Transkriptionsfaktors c-FOS in die Zellproliferation und osteoblastäre 

Entwicklung wurde bereits im Kapitel 4.4.1 diskutiert. Es könnte sein, dass die erniedrigte 

Expression des Transkriptionsfaktors c-FOS auf eine Hemmung der Proliferation in MK-

behandelten Zellen hinweist. Auch die tendenzielle Erniedrigung der Expression von H4 

könnte auf eine Hemmung der Proliferation der osteoblastären Zellen deuten. Da eine 

Veränderung der Proliferation die Differenzierung der Zelle beeinflussen kann [180], könnte 

auch die Differenzierung der primären osteoblastären Zellkulturen verändert sein. 

Herradon et al. postulierten eine Regulation der Expression von PTN über MK während der 

Embryogenese [147]. In der vorliegenden Arbeit konnte unter den gegebenen 

Versuchsbedingungen keine signifikante Veränderung der Expression von PTN nach 

Supplementation des Kulturmediums mit MK in murinen osteoblastären Zellen festgestellt 

werden. Auch für die Gene AP, PTPRζ1 und LEF-1 konnte in der vorliegenden Arbeit keine 

signifikante Veränderung der Expression festgestellt werden. Die Inkubationsdauer von 24 h 

könnte für langfristige Veränderung im Expressionsmuster der osteoblastären Zelle für 

signifikante Effekte zu kurz sein. Hier müßten Versuche über einen längeren Zeitraum 

durchgeführt werden. Kurzfristige Veränderungen der mRNA-Expression konnten bei einer 

Inkubationsdauer von 24 h wahrscheinlich nicht mehr erfasst werden. 

Unter den gegebenen Versuchsbedingungen hat MK sowohl die Proliferation in Kulturen 

osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien im MTT-Test als auch die Expression von c-FOS 

und H4 erniedrigt, so dass davon ausgegangen werden kann, dass es die Proliferation 
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osteoblastärer Zellen regulieren kann. Hier ist ein Zusammenhang mit der Herunterregulation 

der Expression von MK in den Kulturen primärer osteoblastärer Zellen nach mechanisher 

Stimulation zu erkennen. Die Expression von MK wurde zusammen mit der Expression von 

RUNX-2 nach mechanischer Stimulation erniedrigt Hier kann eine Hemmung der 

Differenzierung angenommen werden. Da der Effekt von PTN im MTT-Test nicht signifikant 

war, wurde zunächst ein Schwerpunkt auf den Einfluss von MK gelegt.  

 

 

4.5.2 Einfluss von MK und uniaxialer Dehnung auf primäre osteoblastäre Zellen aus 

Mauskalvarien 

 

Weiterhin wurde der kombinierte Effekt von MK und mechanischer Stimulation auf Kulturen 

primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien untersucht.  

Die Heraufregulation der Expression des Transkriptionsfaktors c-FOS nach mechanischer 

Stimulation zeigte in vorangegangenen Versuchen und in Studien anderer Arbeitsgruppen, 

dass der mechanische Stimulus von den osteoblastären Zellen aufgenommen wurde [69, 159]. 

In den MK-behandelten Zellen wurde die c-Fos-Expression genauso stark erhöht wie in den 

Kontrollen. Die Zellen, die zusätzlich MK erhielten, unterschieden sich hinsichtlich der 

Antwort auf mechanische Reize nicht von den unbehandelten Zellen. Die Expression der 

Gene PTN, PTPRζ1 und LEF-1 wurde im Vergleich zu den unbehandelten Zellen nicht 

signifikant beeinflusst. Folglich scheint MK in der Mechanotransduktion unter den gegebenen 

Bedingungen keinen Einfluss auf die Expression dieser Gene zu haben. Wie in Kapitel 4.5.1. 

diskutiert, könnten diese Ergebnisse jedoch mit der Dauer der MK-Exposition 

zusammenhängen. Die Expression des Proliferationsmarkers H4 wurde in den MK-

behandelten Zellen nach uniaxialer Dehnung signifikant leicht erhöht (Abbildung 3.15), 

wogegen in den stimulierten Kontrollzellen sowie in den vorhergehenden 

Differenzierungsversuchen (Kapitel 3.2, Abbildung 3.7 und Abbildung 3.8) kein signifikanter 

Effekt erkennbar war. In den MK-behandelten Zellkulturen war die Proliferation der Zellen 

erniedrigt. Mechanische Stimulation könnte einen Proliferations-fördernden Reiz auf die MK-

behandelten Zellkulturen haben. 

Zusätzlich wurde der Einfluss von MK und mechanischer Stimulation auf TopFlash-

transfizierte primäre osteoblastäre Zellen aus Mauskalvarien untersucht (Abbildung 3.16). 

Hier zeigte sich bei den Zellen ohne MK im Medium wie bei den PTPRζ1-Wildtypzellen 

nach mechanischer Stimulation kein signifikanter Unterschied in der TCF-vermittelten 
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Transkription. In den Proben, die zusätzlich MK im Medium enthielten, konnte eine 

signifikante Erhöhung der TCF-vermittelten Transkriptionsaktivität nachgewiesen werden. 

MK kann an die Rezeptoren PTPRζ1 und LRP6 binden [116, 120] und eine 

Aktivitätsveränderung dieser beiden Rezeptoren kann den WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweg modulieren [128, 181]. Für PTPRζ1 könnte eine Möglichkeit darin 

bestehen, dass die Bindung von MK an PTPRζ1 zu einer Inaktivierung der Tyrosin-

Phosphatase-Aktivität führt, wie es bereits für die Interaktion von PTN und PTPRζ1 

beschrieben wurde [182, 183]. Eine aktive PTPRζ1 kann die Aktivität des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges über die Dephosphorylierung von β-CAT beeinflussen [128]. Bei 

einer Inaktivierung der PTPRζ1 nach Bindung von MK könnte freies β-CAT im Zytoplasma 

kumulieren und für die verstärkte Weiterleitung der Signale des WNT/β-CAT-

Signaltransduktionsweges zur Verfügung stehen. Dies würde eine Erhöhung der TCF-

vermittelten Transkritionsaktivität nach mechanischer Stimulation erklären. Unsere 

Kooperationspartner in Hamburg konnten bei Kotransfektionen von WNT3, MK und dem 

TCF-Reporter-Plasmid in Kulturen von MC3T3-E1-Zellen ohne mechanische Stimulation 

feststellen, dass MK die WNT3-induzierte Luziferase-Expression dosisabhängig inhibieren 

kann. Dieser Effekt konnte durch die Co-Transfektion von PTPRζ1 zusätzlich verstärkt 

werden, so dass der WNT3-induzierte WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg von der 

Anwesenheit von MK und PTPRζ1 inhibiert wurde [157]. Die Ergebnisse dieser Arbeit lassen 

vermuten, dass mechanische Stimulation in osteoblastären Zellen mit einer PTPRζ1-

Defizienz bzw. nach Zugabe von MK Signalwege moduliert, die zu einer Aktivierung des 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges führen.  

Aus Kapitel 4.4.2 geht ein Einfluss der PTPRζ1 in die mechanisch induzierte WNT/β-CAT-

Signaltransduktion osteoblastärer Zellen hervor. Da PTPRζ1 als ein möglicher Rezeptor für 

MK diskutiert wird, kann vermutet werden, dass die Bindung von MK an diesen Rezeptor 

einen möglichen Regulationsmechanismus für den WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg in 

Kulturen primärer osteoblastärer Zellen nach mechanischer Stimulation darstellt. 
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4.6 Schlussfolgerung 

 

In der vorliegenden Arbeit konnte die Induktion der Differenzierung sowohl der MC3T3-E1-

Zellkulturen als auch der Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien in 

Silikonschalen dargestellt werden. Im Verlauf der Differenzierung konnte sowohl für PTN 

und MK als auch für PTPRζ1, LRP6 und β-CAT eine Erhöhung der Expression festgestellt 

werden, was eine wichtige Rolle dieser Moleküle innerhalb der osteoblastären Reifung 

vermuten lässt. Die Expressionsveränderungen korrelierten miteinander. 

Korrelationen in der Expressionveränderung von MK und LRP6 in den MC3T3-E1-

Zellkulturen sowie von PTN, MK, PTPRζ1, RUNX-2 und LEF-1 in den Kulturen primärer 

osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien nach mechanischer Stimulation könnten auf einen 

Zusammenhang zwischen diesen Molekülen auf Proteinebene hinweisen, der über 

mechanische Einflüsse moduliert werden kann. Eine Interaktion von MK und LRP6 sowie 

zwischen PTN, oder MK und PTPRζ1 ist bereits von anderen Arbeitsgruppen postuliert 

worden [116, 117, 120, 149]. Muramatsu et al. postulierten für neuronale Zellen sogar einen 

funktionellen LRP6/PTPRζ1-Komplex für MK, der in einer Interaktion mit Integrinen das 

Signal weiterleitet [184]. 

In den verstärkt proliferierenden PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen konnte im Verlauf der 

Differenzierung eine Veränderung der Expression osteogener Markergene, sowie der 

Expression von PTN und MK im Vergleich zu den Wildtypzellkulturen festgestellt werden. 

Hier kann ein Einfluss von PTPRζ1 auf die Signaltransduktionswege, die die Expression von 

PTN und MK im Verlauf der osteogenen Differenzierung regulieren, angenommen werden. 

Zudem könnte PTPRζ1 in die mittels Mechanik induzierte Signaltransduktion osteoblastärer 

Zellen involviert sein und die Aktivität des WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweges 

beeinflussen. 

Der Faktor MK reduzierte die Proliferation in Kulturen osteoblastärer Zellen aus 

Mauskalvarien. Zudem scheint MK die WNT-vermittelte Signaltransduktion nach 

mechanischer Stimulation zu verstärken. Der WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg kann die 

osteogene Differenzierung der osteoblastären Zelle beeinflussen [185], folglich könnte MK 

die Differenzierung von Osteoblasten modulieren. 

Die funktionelle Redundanz der Faktoren PTN und MK wird in der Literatur diskutiert [147, 

186]. Für PTN wurde die Bindung an PTPRζ1 und die daraus resultierende Inaktivierung des 

Rezeptors bereits beschrieben [128]. So könnte PTN wie MK über die Bindung an PTPRζ1 



DISKUSSION 
 

 

70 

den WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg und damit die Differenzierung osteoblastärer 

Zellen modulieren. 

Ein eventueller Einfluss von PTN und MK auf den WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg in 

der Differenzierung und der Mechanotransduktion weist auf einen weiteren Mechanismus der 

Regulation der Knochenmasse hin und wurde bisher noch nicht postuliert. PTN und MK 

könnten Differenzierungsfaktoren im Knochengewebe sein, die in Interaktion mit dem 

WNT/β-CAT-Signaltransduktionsweg die voranschreitende osteogene Differenzierung der 

Zelle regulieren und von mechanischen Stimuli je nach Entwicklungszustand der Zelle 

beeinflusst werden.  
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5. ZUSAMMENFASSUNG 

 

Die hochkonservierten, Heparin-bindenden Wachstums- und Differenzierungsfaktoren 

Pleiotrophin (PTN) und Midkine (MK) sind an der neuronalen Differenzierung und der 

Entwicklung von Tumoren beteiligt. Im Knochengewebe sind diese beiden Moleküle in die 

Frakturheilung und die Knochenbildung involviert. Ein Signalweg, dessen wichtige Rolle in 

der Knochenentwicklung und Knochenhomöostase in den letzten Jahren erkannt wurde, ist 

der WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweg. Low density lipoprotein receptor-related 

protein (LRP)-Rezeptoren und Protein Tyrosin Phosphatase Rezeptor-Typ ζ1 (PTPRζ1) sind 

potentielle Rezeptoren für PTN und MK. Beide Rezeptoren können den WNT/β-Catenin-

Signaltransduktionsweg modulieren und könnten so einen Zusammenhang zwischen PTN und 

MK und dem WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweg herstellen. Ziel der vorliegenden 

Arbeit war es, die Bedeutung von PTN und MK, sowie von Molekülen des WNT/β-Catenin-

Signaltransduktionsweges in der Differenzierung und der Mechanotransduktion von 

osteoblastären Zellen genauer zu untersuchen. 

Dazu wurden die osteoblastäre Zelllinie MC3T3-E1 und primäre murine osteoblastäre Zellen 

aus Mauskalvarien mit Ascorbat-2-Phosphat und β-Glycerophosphat im Kulturmedium in 

Silikonschalen bis zu 28 Tagen osteogen differenziert. Die Veränderung der Genexpression 

im Verlauf der Kultivierung wurde mittels Real-Time-PCR gemessen. Eine osteogene 

Differenzierung konnte mit der Überprüfung osteogener Marker wie alkalische Phosphatase 

(AP), Bone Sialoprotein (BSP) und Runt-related transcription factor 2 (RUNX-2) sowie 

histochemisch mit von Kossa- und AP-Färbung bestätigt werden. Die relative Expression von 

PTN, MK, PTPRζ1, LRP6 und β-Catenin war über den Differenzierungsverlauf hinweg 

erhöht. Dies weist auf einen Einfluss dieser Proteine auf die osteogene Differenzierung 

osteoblastärer Zellen hin. Nach uniaxialer Dehnung korrelierten die 

Expressionsveränderungen von MK und LRP6 in MC3T3-E1-Zellkulturen sowie von PTN, 

MK und PTPRζ1 in den Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien an 

spezifischen Tagen der Kultivierungsperiode. Mechanische Stimulation scheint 

Signaltransduktionswege in osteoblastären Zellen zu aktivieren, die die Expression dieser 

Gene regulieren.  

PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen exprimierten PTN und MK im Verlauf der Differenzierung 

stärker als die Wildtypzellen, so dass ein Einfluss von PTPRζ1 auf die Regulation der 

Expression von PTN und MK während der osteogenen Differenzierung angenommen werden 
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kann. PTPRζ1-Knockout-Zellkulturen, die mit einem T cell factor (TCF)-responsiven Vektor 

transfiziert und anschließend mechanisch stimuliert wurden, wiesen im Vergleich zu den 

Wildtypzellen eine erhöhte Aktivität des WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweges auf. 

PTPRζ1 kann also einen Einfluss auf die Aktivität des WNT/β-Catenin-

Signaltransduktionsweges haben. 

Eine Supplementation des Kulturmediums mit MK führte in einem Proliferationstest mit 

Kulturen primärer osteoblastärer Zellen aus Mauskalvarien zu einer leichten Reduktion der 

Proliferation. In MK-behandelten Zellkulturen war die Expression von FBJ Osteosarcoma 

Oncogene (c-FOS) und Histon 4 (H4) im Vergleich zu den Kulturen der Kontrollzellen 

erniedrigt. MK kann unter den gegebenen Versuchsbedingungen der vorliegenden Arbeit also 

die Proliferation osteoblastärer Zellen beeinflussen. Die Zugabe von MK modulierte den 

Einfluss uniaxialer Dehnung auf osteoblastäre Zellkulturen, die mit einem TCF-responsiven 

Vektor transfiziert wurden. Während in den Kontrollkulturen ohne MK kein Effekt 

beobachtet werden konnte, war der WNT/β-Catenin-Signaltransduktionsweg in MK-

behandelten Zellkulturen verstärkt aktiviert. Folglich kann MK die Aktivität des WNT/β-

Catenin-Signaltransduktionsweges nach mechanischer Stimulation beeinflussen und könnte 

so eine Rolle in der Mechanotransduktion osteoblastärer Zellen spielen. 

Die durchgeführten Untersuchungen der vorliegenden Arbeit weisen auf einen Einfluss von 

PTN und MK auf die osteogene Differenzierung hin. MK und PTPRζ1 können den WNT/β-

Catenin-Signaltransduktionsweg modulieren und somit wahrscheinlich die Differenzierung 

osteoblastärer Zellen beeinflussen.  
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