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Zusammenfassung: 

Wirkung von Östrogen und Tamoxifen auf biophysikalisch stimulierte Osteoblasten in vitro 

 

Yücel, Hüseyin 

 

Östrogenmangel und verminderte körperliche Bewegung tragen bei älteren Patienten zur 

stärkeren Manifestation der Osteoporose bei. Die Hormonersatztherapie und körperliche 

Bewegung sind bewährte Methoden, den Knochenverlust zu verhindern. Wohingegen die 

klinischen Wirkungen von Östrogen allein auf den Knochen gut dokumentiert sind, ist die 

Wechselwirkung zwischen Östrogen, Tamoxifen und mechanischer Belastung des Knochens 

noch weitgehend unbekannt. In dieser Studie wurde der Einfluss von Östrogen und 

Tamoxifen auf primäre Osteoblasten-ähnliche Zellen in der Zellkultur untersucht. 

Nichtstimulierte Zellen mit und ohne Östrogensubstitution wurden mit mechanisch 

stimulierten Zellen mit und ohne Östrogensubstitution verglichen. Mechanisch unstimulierte 

Kulturen ohne Östrogenzusatz dienten als Kontrolle. Darüber hinaus wurde Tamoxifen als 

selektiver Östrogenrezeptor-Modulator zugegeben. Es konnte gezeigt werden, dass Östrogen 

allein keine Wirkung auf die Proliferation und Proteinsynthese unstimulierter Osteoblasten 

hat. Im Gegensatz dazu steigert Östrogen die Synthese von knochenspezifischen Proteinen in 

mechanisch stimulierten Kulturen. Ein signifikanter Einfluss des Östrogens auf die 

Expression von charakteristischen Proteinen der extrazellulären Knochenmatrix konnte bei 

Östrogen-Dosen zwischen 10nmol und 10 µmol/l festgestellt werden. Tamoxifen modifiziert 

die Wirkungen des Östrogens auf die Proteinexpression, was den Einfluss des 

Östrogenrezeptors auf die Osteoblastenreaktion unterstreicht. Unsere In-vitro-Daten belegen 

einerseits die positive Wirkung der Hormonsubstitution beim Aufbau der extrazellulären 

Knochenmatrix, zeigen aber andererseits, dass Östrogen nur in Kombination mit 

ausreichender mechanischer Belastung wirkt.  

 

Tag der mündlichen Prüfung: 20. April 2005 
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1. Einleitung 

 

Das aus Knochen- und Knorpelgewebe aufgebaute Skelett stellt den essentiellen Anteil des 

Stützapparates eines Organismus dar. Die Stützfunktion ist die wesentliche Voraussetzung für 

Form, Gestalt, Stabilität und die Möglichkeit der Fortbewegung. Im Knochengewebe ist die 

Stützfunktion mit zwei weiteren Aufgaben kombiniert, dem Schutz lebenswichtiger Organe 

(zentrales Nervensystem, hämatopoetisches System, innere Organe und wesentliche Teile des 

Immunsystems) und der Speicherfunktion für Substanzen, auf die der Organismus unter 

keinen Umständen verzichten kann, im Besonderen für Kalzium. 

 

Um den Erfordernissen des Organismus gerecht zu werden - z.B. beim Skelettwachstum oder 

bei der Frakturheilung - ist das Knochengewebe ständig Aufbau- und Abbauvorgängen 

unterworfen. Durch diese „Dynamik“ kann sich das Knochengewebe funktionell und 

strukturell auf die entsprechenden Belastungen einstellen. 

 

Es ist bekannt, dass mechanische Belastung hierbei ein wichtiger, wenn nicht der wichtigste, 

funktionelle Einfluss auf die Knochenmasse und Architektur ist. Die mechanischen Kräfte, 

die nicht nur bei der Gestaltung des Knochengewebes eine wichtige Rolle spielen, sind es 

auch, die unter physiologischen Bedingungen Knochenumbau, Modellierung oder 

Reparaturvorgänge steuern. Sie dürften in der Hierarchie der komplexen Regelsysteme an 

oberster Stelle stehen [35]. Mechanische Belastung von Knochen kann ebenso Resorption 

verhindern und neue Knochenformationen hervorrufen. 

 

Auf das Knochengewebe wirken viele Belastungsfaktoren und dienen zur Adaptation und 

Entwicklung des Knochens während der Wachstumsphase [5]. Belastungen zeigen ihren 

Einfluss bei der Knochenanpassung eher durch die dynamischen Beanspruchungen als durch 

statische Belastungen (hauptsächlich verursacht durch die Gravitationskraft der Erde) [94]. 

Mechanisch anpassungsfähiges Knochen-Modelling und Remodelling sind Mechanismen, die 

funktionelle Knochenbeanspruchungen im Skelett dynamisch regeln [19, 83]; d.h. beide 

Mechanismen regeln sich gegenseitig, ohne dass eines der beiden Mechanismen überwiegt. 

Beim Überwiegen eines dieser Vorgänge kommt es entweder zur vermehrten 

Knochenapposition oder Knochenresorption. 

 



 7 

Neben mechanischer Belastung und nervaler Stimulation wird auch hormonellen 

Regulationsmechanismen eine entscheidende Rolle im Knochenstoffwechsel zugeschrieben. 

In dieser Hinsicht kann das Knochengewebe als Zielorgan zahlreicher endokriner Regelkreise 

gesehen werden. Entwicklung, Wachstum und Reifung des Skeletts unterliegen somit allen 

differenzierten endokrinen Funktionen, wobei den Sexualhormonen maßgebliche Bedeutung 

zukommt [51]. Sie bestimmen auch die Unterschiede in den anatomischen Proportionen 

zwischen weiblichem und männlichem Skelett. Auch wenn im Detail die Wirkung von 

Hormonen auf Knochenzellfunktionen nicht vollständig aufgeklärt ist, ist doch aus klinischer 

Beobachtung und Pathologie klar, dass vor allem die Sexualsteroide für die Reifung und 

Aufrechterhaltung des Skeletts wesentlich sind. 

 

Östrogen ist das wichtigste Steroid für die Regulierung der Skeletthomöostase, wie es sich bei 

der weit verbreiteten Östrogen-Substitutions-Therapie zeigt, welche sich bei der Bekämpfung 

der postmenopausalen Osteoporose bei Frauen vorteilhaft erwiesen hat [14, 39, 72, 77, 79, 89, 

99]. Östrogen erfüllt Funktionen beim Binden und Aktivieren von Zellkernrezeptoren, welche 

dann als Transkriptions-Faktoren fungieren, die eine Zielgenexpression aktivieren oder 

inhibieren. Die Rolle des Östrogens bei der Knochenanpassung wird beim klinischen Beispiel 

der Osteoporose klar. 

 

Bei der klassischen Entwicklung der Osteoporose bei Frauen nach der Menopause kommt es 

durch den abrupten Hormonverlust zu einer Disbalance der Knochenumbauvorgänge. In der 

westlichen Gesellschaft leidet jede dritte Frau über 65 Jahren unter Osteoporose [21]. Es ist 

wichtig zu bemerken, dass Östrogenmangel nicht nur den schnellen Knochenverlust 

verursacht, der die Menopause der Frauen begleitet, sondern auch zum langsamen, 

altersabhängigen Knochenverlust bei älteren Frauen und Männern beiträgt [80]. Für 

Altersveränderungen scheint das Knochengewebe von Frauen empfänglicher zu sein [49]. 

Männer betrifft die Erkrankung Osteoporose mit geringerer Häufigkeit, wobei das Verhältnis 

zwischen Frauen und Männern etwa bei 2:1 liegt [73]. Von der klinischen Manifestation her 

bestehen keine wesentlichen Unterschiede, vor allem, wenn man die Auswirkungen der wohl 

eindeutigsten Manifestationen der Osteoporose, der Frakturen im Bereich der Wirbelsäule und 

des proximalen Oberschenkels, betrachtet [73]. Osteoporose ist eine Erkrankung, die durch 

eine niedrige Knochenmasse, Störung der Mikroarchitektur und Frakturen charakterisiert ist 

[11]. Der generelle Verlust an Knochenmasse resultiert aus dem Missverhältnis zwischen 

Abbau und Neubildung und noch folgenschwerer ist der Verlust an für die biomechanische 
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Stabilität entscheidenden trabekulären Strukturen [51]. Die funktionelle Beanspruchung des 

Knochens übersteigt die Kompensationsfähigkeit des osteoporotischen Knochens bis die 

Belastungen auf den Knochen während alltäglicher Tätigkeiten Spontanbrüche verursachen 

[60]. Die Feststellungen, dass der Knochenverlust zur Zeit des Östrogenrückgangs schnell 

verläuft und die Zunahme anpassungsfähigen Knochens besonders markant in der Pubertät 

erfolgt [7, 71, 86], lässt darauf schließen, dass die anpassungsfähige (re)modellierende 

Antwort direkt oder indirekt durch die Anwesenheit von Östrogen beeinflusst wird [22, 24, 

52, 53]. Der frühe postmenopausale Knochenverlust betrifft größtenteils trabekulären 

Knochen und ist das Resultat des vergrößerten Knochenumbaus, wobei die 

Knochenresorptionsrate die Knochenbildungsrate übersteigt, wohingegen der mit dem Alter 

in Verbindung stehende Knochenverlust eine indirekte Konsequenz des Östrogenmangels ist 

[104]. 

 

Progressiver Knochenverlust bei älteren Patienten hat auch wichtige zahnmedizinische 

Folgen. Fortschreitender dentoalveolärer Knochendichteverlust kann bei zahnmedizinischen 

Implantaten in Bezug auf die Primärstabilität einen Erfolg vortäuschen, besonders wenn die 

mikroarchitektonische Verschlechterung des Knochengewebes, eine charakteristische 

Eigenschaft von Osteoporose, dazu führt, dass ungenügende Primärstabilität der Implantate 

zahnmedizinisch undiagnostizierbar macht. Die schlechte Knochenqualität bei Osteoporose 

führt zu Implantatmisserfolgen [3, 44]. Außerdem kann Knochenverlust auch die knöcherne 

Unterstützung in verschiedenartigen klinischen Situationen beeinträchtigen, wie z.B. eine 

ungenügende Knochenoberfläche für Plattenosteosynthese bei der Traumabehandlung oder 

ein insuffizientes Prothesenlager bei der prothetischen Rehabilitierung des zahnlosen 

Patienten. In Anbetracht der Tatsache, dass Osteoporose Millionen Menschen, besonders 

diejenigen fortgeschrittenen Alters betrifft, ist dentoalveolärer Knochenverlust bei diesen 

Patienten ein wichtiges Gesundheitsproblem. 

 

Die Verhinderung des dentoalveolären Knochenverlustes ist wichtig, die Konsequenzen der 

verschlechterten Knochenmasse und -qualität im Kieferknochen zu vermeiden. Funktionelle 

Knochenbelastung und Östrogensubstitution sind Möglichkeiten, den Knochenverlust zu 

verhindern. Hormonsubstitutionstherapie (HRT) ist eine bestehende pharmazeutische 

Methode, postmenopausale Osteoporose zu verhindern [88, 97]. Die zellulären Vorgänge bei 

mechanischer Belastung des Knochens und die Bedeutung des Östrogens sind trotz 

zahlreicher Publikationen zu diesem Thema nur unzureichend verstanden. 
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Schon Wollf [106] beschrieb 1892 einen Zusammenhang von mechanischer Beanpruchung 

und dem Umbau des trabekulären Knochens (Wollf´sches Gesetz). Diese Kenntnis führte zur 

Verbesserung des Verständnisses über biologische Grundlagen des mechanisch modulierten 

Knochenumbaus und zu optimierten Therapieansätzen bei Erkrankungen des 

Knochenstoffwechsels. 

 

Lanyon [55] stellte 1984 fest, dass das Belastungsverhalten von Knochen zwischen 

verschiedenen Spezies Ähnlichkeiten aufweist. Dies erleichterte die Vergleichbarkeit der 

Resultate zwischen tierexperimentellen, in-vivo-Studien und Zellkulturstudien mit klinischen 

Ergebnissen beim Menschen. Spätere Untersuchungen beim Menschen führten zu der 

Annahme, dass ein Zusammenhang zwischen physiologischer Knochenbelastung und dem 

Reaktionsverhalten spezieller Knochenzellen besteht. 

 

Die von Frost [33, 36, 37] aufgestellte „Mechanostattheorie“ scheint den biologischen 

Zusammenhang schlüssig zu erklären. Die Theorie postuliert ein Intervall, in dessen Grenzen 

Knochenaufbau oder Knochenumstrukturierung stattfinden kann. Frost zeigte durch seine 

Untersuchungen, dass der direkte Stimulus für die Knochenzellen die Belastung durch 

Dehnung (effective strain) ist. Das physiologische „Fenster“ beschreibt den Bereich zwischen 

der unteren Grenze an mechanischer Stimulation und dem Punkt, an der pathologische 

Überbelastung auftritt. Eine mechanische Überbelastung oder Unterbelastung führt dagegen 

zu pathologischen Reaktionen des Knochens [31, 33, 66]. Dabei ist eine Mindestbelastung des 

Knochens wichtig. Auch eine große Anzahl von Stimuli mit zu geringer Intensität hat keine 

ausreichende Wirkung [102]. Die mechanisch bedingten Veränderungen der Osteoblasten und 

deren Mechanismen wurden in zahlreichen Studien untersucht. Frost entdeckte unter anderem 

auch, dass Hormone die Effekte der mechanischen Belastung über den Weg der 

Signaltransduktion erhöhen oder vermindern können. Auch Damien et al. [15, 16] stellten 

fest, dass besonders die Sexualsteroide im Zusammenhang mit mechanischer Belastung den 

Knochenstoffwechsel anregen. 
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1.1. Zielsetzung 

 

Es ist allgemein bekannt, dass Östrogenmangel und Bewegungsarmut die Hauptursachen für 

Osteoporose sind. Hormonersatztherapie (HRT) und sportliche Betätigung sind bewährte 

Maßnahmen, den Knochenschwund zu stoppen. Wohingegen die klinischen Wirkungen der 

Östrogentherapie gut dokumentiert sind, ist das Zusammenspiel von Östrogen und Tamoxifen 

mit  mechanischer Belastung des Knochens auf zellulärer Ebene noch weitgehend 

unerforscht. 

 

Die meisten Versuche zur Prävention postmenopausalen Knochenverlustes wurden 

unternommen, indem man direkt die Knochenbildung und –formation (z.B. durch Fluoride 

und Biphosphonate) oder die spezifischen Faktoren des Knochenremodelling (z.B. Kalzium, 

Parathormon, Kalzitonin oder Östrogen) zu beeinflussen versuchte. Seit Anfang der 

Neunziger Jahre wird bei der Prävention der Osteoporose ein Augenmerk auf mechanische 

Belastung gerichtet [40]. Es gilt herauszufinden, warum der Mechanismus, der prämenopausal 

die Knochenstruktur der -funktion anpasst, fehlschlägt, nachdem Östrogen versiegt [56].  

 

Klinische Studien zeigen, dass Östrogene die postmenopausale Osteoporose abzuschwächen 

vermögen [10, 41]. Allerdings ist die Hormonersatztherapie umstritten, da ein Zusammenhang 

zwischen der Östrogengabe und vermehrten onkologischen Krankheiten festgestellt wurde [4, 

38, 100]. Es ist jedoch nicht auf zellulärer Ebene restlos geklärt, ob Östrogen allein, ohne 

mechanische Belastung des Knochens, den postmenopausalen Knochenabbau verhindern 

kann. Ziel dieser Zellkulturstudie mit primären Osteoblasten-ähnlichen Zellen ist es zu prüfen, 

ob und bei welchen Dosen Östrogene ohne zusätzliche mechanische Belastung den 

Knochenaufbau in vitro unterstützen. Diese hormonelle Stimulation wird kombiniert mit 

definitiven mechanischen Stimuli. Diese Stimuli simulieren hinsichtlich Frequenz und 

Amplitude die Belastung des Knochens in vivo. Darüber hinaus ist auch eine Kombination 

von Östrogenen mit Tamoxifen, einem selektiven Östrogenrezeptor-Modulator, angelegt und 

ausgewertet worden. 
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2. Material und Methoden 

 

2.1  Zellkultur 

 

Als Ausgangsmaterial dienten Perioststücke von Radius und Ulna eines Kalbes von einem 

hiesigen Schlachthaus. Dazu präparierte man den Metakarpalknochen des Tieres, der frisch 

geliefert wurde. Zuvor entfernte man das Fell, das Bein wurde gründlich gewaschen und mit 

einer jodhaltigen Lösung desinfiziert. Anschließend wurde mit Skalpell und Pinzette das 

Weichgewebe abpräpariert. Das nunmehr freiliegende Periost wurde in Streifen geschnitten 

und vom Knochen abgezogen. Die Perioststreifen wurden bei 37°C mehrmals gründlich in 

verschiedenen Salzlösungen gewaschen und in etwa 5 x 5 mm große Stücke unterteilt. Dann 

wurden je 15 Perioststückchen mit der osteogenetischen Seite (dem Knochen zugewandten 

Seite) nach unten in eine Kulturschale (Ø 13,5 cm) gelegt. Nach einer kurzen Anhaftungszeit 

von etwa 20 min wurde 37°C warmes Nährmedium in die Kulturschale gegeben, bis die 

Perioststücke bedeckt waren. So lösten sie sich nicht vom Polystyrolboden der Schale. 

 

Als Nährmedium wurde das Standardmedium „High Growth Enhancement Medium“ (High-

GEM, ICN Biomedicals GmbH, Eschwege) verwendet. Diesem wurden jeweils frisches 

10%iges fetales Rinderserum,  250 µg/ml Amphotericin B, 10.000 IU/ml Penicillin, 10.000 

µg/ml Streptomycin und 200 mmol/l L-Glutamin (Biochrom KG seromed, Berlin) 

zugesetzt. Dieses Medium wird im Folgenden als „MM1 – Medium“ bezeichnet. Der 

Mediumwechsel erfolgte alle zwei Tage, indem das alte Medium vollständig abgesaugt und 

durch frisches Nährmedium und den Zusätzen (Östrogen in verschiedenen Konzentrationen 

und Tamoxifen) ersetzt wurde. Die Kultivierung der Zellen erfolgte in einem CO2-Inkubator 

bei einer Luftfeuchtigkeit von 100 %, einer Temperatur von 37 °C und einer CO2-

Konzentration von 5 %. Das Kulturmedium wurde eine Woche nach der Aussiedelung 

erneuert. Nach Erreichen der Konfluenz wurden die Zellen für 20 Minuten in 0.4 g 

Kollagenase und 98.8 mg Ham´scher Lösung F10 in 10 ml HEPES Puffer (Biochrom KG 

seromed®) inkubiert und danach mehrere Male mit PBS gewaschen. Nach nochmaliger 15-

minütiger Inkubation mit Tyrode´scher Lösung, die 300 mg Ethylendiamin-tetraessigsäure 

(EDTA)-Na Salz in 1000 ml-Lösung, 200 mg KCl, 8 g NaCl, 1 g NaHCO3, 50 Mg NaH2PO4, 

und 1000-Mg-Glukose enthält, konnten die Zellen mit einer Glaspipette vom Schalenboden 

abgespült und in einem Zentrifugenröhrchen gesammelt werden. 
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Abb.1: Fotografische Darstellung der vorbereitenden Arbeitsschritte in zeitlicher Reihenfolge. 

  
 Entfernen von Fell und Hufe            Desinfizierung mit jodhaltiger Tinktur 

  
 Abziehen des Periostgewebes          Schneiden von 5x5 mm großen Stücken 

  
Auslegen und füttern in Kulturschalen       Inkubation in einem Brutschrank bei 37°C 

 

 

Die Zellzahl wurde mit Hilfe eines Zellauswerters (CASY®I Model TT, Schärfe System 

GmbH, Reutlingen) ermittelt, nachdem der Zellsuspension ein Aliquot zur 

Zellzahlbestimmung hinzugegeben wurde und das Röhrchen 15 Minuten lang zentrifugiert 

worden war. Nach der Ermittlung der Zellzahl wurde die Tyrode´sche Lösung abgesaugt und 

die Zellen wieder mit frischem Medium resuspendiert (s. Abb. 1). 
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Tab. 1: Bezeichnung, Zusammensetzung und Verwendungszweck der verschiedenen 

Nährmedien. 

 

 

Bezeichnung 

 

 

Bestandteile 

 

Verwendungszweck 

 

MM1 

 

High – GEM 

 

+ 10 % fetales Kälberserum 

+ 250 µg/ml Amphotericin B 

+ 10.000 IU/ml Penicillin 

+ 10.000 µg/ml Streptomycin 

+ 200 mmol/l L – Glutamin 

 

 

Kulturmedium 

für die 

Aufzucht 

der Primärzellen 

 

MM2 

 

MM1 

 

+ 10 mmol/l  β-Glycerophosphat 

 

Kulturmedium 

für die mechanische 

Stimulation 

 

Anschließend konnten die Zellen auf speziell angefertigten Trägerplatten (s. Abb. 3) in 

definierter Zellkonzentration ausgesiedelt werden. Daraufhin wurden den Zellsuspensionen 

(die Kontrollgruppe ausgenommen) Verdünnungen von Estradiolvalerat – im Folgenden E2 

genannt - und Tamoxifen hinzugegeben (s. unter 2.2.2.). Diese Träger wurden dann in 

Petrischalen (Ø 13,5 cm) aufbewahrt. In diesem Zustand wurden die Zellen  zunächst drei 

Tage, bevor mit den jeweiligen Experimenten begonnen wurde, auf den Trägern  unter o.g. 

Bedingungen im Brutschrank kultiviert. Die Kulturbedingungen wurden routinemäßig 

kontrolliert und die Zellproliferation durch ein Lichtmikroskop (Diaphot – TMD, Nikon 

Kogaku K. K., Tokio, Japan) beobachtet.  

 

Für die Stimulation wurden dem Kulturmedium (MM1) zusätzlich β-Glycerophosphat 

(Sigma-Aldrich, Diesenhofen) in einer Konzentration von 10 mmol/l  zugefügt (Bezeichnung: 

MM2-Medium). Die Zusammensetzung und der Verwendungszweck der Kulturmedien sind 

in der Tabelle 1 aufgeführt. 
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Abb. 2: Flussdiagramm über den zeitlichen Ablauf der mechanischen Stimulationsversuche. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.2. Versuchsaufbau und Versuchsapparatur 

2.2.1. Anfertigung der Versuchsträger 

 

Die Versuchsträger bestehen aus Polycarbonatplatten der Größe 50 x 127 x 4 mm          

(Artikelnummer 124506049, Bezeichnung: Zuschnitt Polycarbonat 4 mm farblos, Carl Nolte 

Präparation der 
Perioststücke aus dem Knochen 

4 Wochen 

Anzucht in MM1 

Passage der Zellen auf 
die Polycarbonatplatten 

(Versuchsträger) 
Nährmedium MM2 

3 Tage 
Ruhephase 

5 Tage mechanische Stimulation 
(Kontrollgruppe ausgenommen) 

danach 3 Tage Ruhephase 

Immunhistochemische Auswertung 
bzw. 

Zellproliferationsbestimmung 
 

 

Zugabe verschiedener 
Konzentrationen von Östrogen 
und Tamoxifen zu den Zellen 

(Kontrollgruppen ausgenommen) 
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Technik GmbH, Münster). Polykarbonat ist ein harter, für Zellkulturstudien häufig 

verwendeter, transparenter Kunststoff und zeichnet sich durch seine hohe elastische 

Deformierbarkeit aus. Dieses Material wurde gewählt, weil es für gute Ergebnisse sowohl bei 

der Zelladhäsion, dem Wachstum und der Differenzierung sorgt. Wird über einen Hebel eine 

Kraft auf die Polycarbonatplatten ausgeübt, dann werden die oberen Schichten der Platte und 

damit die Zellen gedehnt (s. 2.2.4.). 

 

Für die Versuche wurden die Polycarbonatplatten weiter modifiziert, um die Zellen mit 

entsprechendem Nährmedium aufnehmen zu können. Zur Begrenzung eines Feldes wurde der 

Aquariumkleber auf Silikonbasis RAX Silikon-Kautschuk, Kartusche à 310 ml, Hans 

Brustmann GmbH & Co. KG, Fabrik für Zoobedarf, Oestrich-Winkel) verwandt. Damit 

wurden etwa 5 mm hohe Silikonwälle auf den Polykarbonatträger gespritzt. Diese Wälle 

bilden einen „Silikontrog“,  der die Zellsuspension umschließt (s. Abb. 3). 

Maximaloberflächenbeanspruchungen bis zu 20.000 µstrain können erreicht werden, ohne 

dass sich dieser Silikonwall von seiner Unterlage löst. Diese Konstruktion ist ohne Probleme 

autoklavierbar. 

 

Nach der Aushärtephase von 48 Stunden (Herstellerangabe) wurde das Silikon noch für 

insgesamt sieben Tage gelagert. Anschließend wurden die Versuchsträger gründ lich mit 

destilliertem Wasser und einem speziellen, für die Zellkultur geeigneten Detergentium 

(SERVA Detergent 7x®, Serva Electrophoresis, Heidelberg) gereinigt und danach 

autoklaviert. 

 

Abb. 3. Ein fertiggestellter Polycarbonatträger mit Zellsuspension 
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2.2.2. Östrogen- und Tamoxifenzugabe 

 

Nach dem die Zellen (wie unter 2.1 beschrieben) passagiert worden sind, wurden sie auf die 

autoklavierten Polycarbonatträger ausgesiedelt. Zur Untersuchung der Proliferation wurden 

auf jeden Träger 20.000 Zellen/ cm2 gegeben, so dass zu Beginn der Untersuchung eine 

subkonfluente Zelldichte erreicht wurde. Bei der Untersuchung der Proteinexpression wurden 

55.000 Zellen/cm2 ausgesiedelt, so dass zu Beginn der Untersuchung eine subtotale 

Konfluenz erreicht wurde. 

 

Die Zellträger wurden in zwei Hauptgruppen unterteilt: 

 

- Gruppe A: mechanisch nicht belastete Zellen (Kontrollgruppe) 

- Gruppe B: mechanisch belastete Zellen 

 

Diese Hauptgruppen wurden jeweils wieder in eine Kontrollgruppe und vier weitere Gruppen 

mit unterschiedlichen Östrogenkonzentrationen unterteilt, so dass 10 Gruppen zustande 

kamen (s. Tab. 2). 

 

 

Tab. 2: Unterteilung der Versuchsreihen nach mechanischer Belastung und Östrogen-/ 

Tamoxifenzugabe 

 

 A  (ungedehnt) Anzahl 

der Träger  

 B (gedehnt) Anzahl 

der Träger  

1 – 

Kontrollgruppe 

kein Zusatz n=10  kein Zusatz n=10 

2 – 

Östrogenzusatz 1 

100 pmol/l Östrogen n=9  100 pmol/l Östrogen n=10 

3 – 

Östrogenzusatz 2 

10 nmol/l Östrogen n=10  10 nmol/l Östrogen n=10 

4 – 

Östrogenzusatz 3 

10 µmol/l/l Östrogen n=9  10 µmol/l/l Östrogen n=10 

5 – Östrogen- u. 

Tamoxifenzusatz 

10 nmol/l Östrogen + 

10 nmol/l Tamoxifen 

n=10  10 nmol/l Östrogen + 

10 nmol/l Tamoxifen 

n=9 
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Die notwendigen Verdünnungen von 100 pmol/l Östrogen, 10 nmol/l Östrogen, 10 µmol/l/l 

Östrogen sowie 10 nmol/l Tamoxifen wurden unter sterilen Bedingungen hergestellt. Dazu 

wurden jeweils eine Tablette Estradiol 5mg, Jenapharm®  (Wirkstoff: Estradiolvalerat) bzw. 

Tamoxifen 10 Hexal® (Wirkstoff: Tamoxifencitrat) und entsprechende Menge PBS verwandt. 

Die Tabletten wurden in einem sterilen Röhrchen 10 Minuten lang auf dem Rührmotor 

aufgelöst. Aus diesen Lösungen wurden die dementsprechenden Verdünnungen hergestellt (s. 

Tab. 2). 

 

Mittlere Konzentrationen von 0, 100 pmol/l, 10 nmol/l, und 10 µmol/l E2 wurden verwendet. 

Tamoxifen (Tamoxifen Hexal 5mg, Hexal) in einer mittleren Konzentration von 10 nmol/l 

wurde verwandt, um die Wechselwirkung mit dem Östrogenrezeptor zu kontrollieren. 

Tamoxifen ist ein selektiver Östrogenrezeptormodulator der 1. Generation. Es verhält sich 

zum Östrogen teils agonistisch, teils antagonistisch. 

 

Die Halbwertszeit des Estradiol beträgt 24 Stunden, die des Tamoxifen 168 bis 240 Stunden 

[43]. Daher musste das Medium der Zellen alle zwei Tage erneuert werden, damit die 

Östrogenkonzentrationen halbwegs konstant blieben. Das Medium der Zellen wurde 

abgesaugt und frisches Medium wurde aufgefüllt. Danach wurde die Östrogenlösung 

hinzugegeben. Damit keine Diskrepanzen zwischen Kontroll- und Versuchsgruppe 

entstanden, wurde das Medium der Kontrollgruppe ebenfalls alle zwei Tage ausgetauscht. 

Hierdurch hatte man die Gewissheit, dass sowohl die Konzentration des Mediums, als auch 

die der Zusätze (Östrogen und Tamoxifen) konstant blieben. Allerdings brachte es den 

Nachteil, dass mit jedem Mediumwechsel die im Medium gelösten, also auch die von den 

Zellen gebildeten Proteine, ebenfalls abgesaugt wurden. Nach der Zugabe der Zusätze (s. Tab. 

2) und der Ruhephase von drei Tagen konnte mit der mechanischen Stimulation der Zellen 

begonnen werden (s. Abb. 4). 

 

Abb. 4: Zellen nach der E2-/ Tamoxifenzugabe 
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2.2.3. Mechanische Stimulation der Osteoblasten in vitro 

 

Für diese Arbeit wurde zur Applizierung der Dehnungsreize eine speziell entwickelte             

4-Punkt-Dehnungsmaschine verwandt, um zyklische uniaxiale Reize auf die Zellen zu 

übermitteln (Abb. 5). Die Dehnung erfolgte dabei über die Betätigung des Hebels, der über 

einen Umlenkpunkt und über Führungsschienen, die beiden „Stempelbacken“ der Maschine 

nach unten bewegt. Hierbei wird der eingelegte Versuchsträger über die beiden 

Auflagepunkte (A) und (B) gebogen (siehe Schema Abb. 6). 

 

Abb. 5: Stimulation der Zellen und immunhistochemische Auswertung der Proteinexpression 

 

    
Mechanische Stimulation    Immunhistochemische Auswertung 

 

Die verschiedenen Dehnungsstärken wurden bei einer Frequenz von 1 Hz mit 200 Zyklen 

über fünf Tage appliziert. Die uniaxiale Dehnung (in strain) errechnet sich dabei aus dem 

Quotienten von der durch die Dehnungsapplikation neu entstandenen und der ursprünglichen 

Oberflächenlänge. Dabei entsprechen 1.000 µstrain einer relativen Verlängerung von 0,1 % 

bzw. 10.000 µstrain einer Verlängerung von 1 %. Für den Wert der physiologischen Dehnung 

wurde der Wert von 3.400 µstrain angenommen [15, 16]. 

 

Für die Applikation der mechanischen Reize mussten die Träger aus dem Inkubator und aus 

den Kulturschalen entnommen werden, damit diese in die Maschine eingelegt werden 

konnten. Um die Vergleichbarkeit der Proben zu gewährleisten, wurde die Hauptgruppe A 

(A= nicht gedehnt) dabei am gleichen Ort der Stimulation aus dem CO2-Inkubator 

entnommen und ebenfalls für die Dauer der mechanischen Stimulation (etwa 3 ½ Minuten) 

bei Zimmertemperatur aufbewahrt. Die Zeit, die für Dehnungsreize der stimulierten Zellen 

benötigt wurde, diente dabei als Maßstab (200 Zyklen x 1 Hz = 200 Sekunden = 3 Minuten 20 

Sekunden). Danach wurden die Zellen wieder bis zur erneuten Biegung des nachfolgenden 
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Tages im Inkubator gelagert. Wie bereits erwähnt, wurden alle zwei Tage die Medien der 

Zellen ausgetauscht und die Zusätze neu hinzugegeben. Nach einer Ruhephase von drei Tagen 

ab der letzten Stimulation erfolgte die Fixierung der Zellen (s. 2.3.2.). Danach konnte bei den 

beinahe konfluenten Versuchsreihen die Proteinexpression immunhistochemisch bestimmt 

werden. Die Proliferationsversuche erfolgten an subkonfluent ausgesiedelten Zellreihen durch 

tägliche Zellzahlbestimmung mittels eines Phasenkontrastmikroskops. 

 

 

2.2.4.   Berechnung der mechanischen Dehnung in Strain 

 

Die Funktionsweise der 4-Punkt-Dehnungsapparatur wird in Abb. 5 dargestellt. In diese 

Maschine werden biegsame Polycarbonatplatten eingelegt. Durch Betätigen des Hebels der 

Dehnungsmaschine werden die Plattenenden über die beiden Auflagen (A) und (B) nach 

unten gebogen. Es resultiert eine nach oben konvexe Oberflächenform und somit eine 

Dehnung der an der Platte haftenden Zellen. Über eine Arretierungsschraube des Hebelarmes 

können definierte Deformierungen der Platten erzeugt werden. Die Stärke der Dehnung auf 

der Plattenoberfläche ist abhängig von dem Abstand der Auflagepunkte (A) und (B), der 

Materialstärke (h) der Polycarbonatplatte und dem Betrag der Auslenkung (y). 

 

Die Dehnung ( Strain ) ist definiert als eine Änderung in der Länge pro Längeneinheit und ist 

dimensionslos [((Länge gedehnter Zustand – Länge ungedehnter Zustand) / Länge 

ungedehnter Zustand) * 100]. Ein Strain bedeutet eine Längenänderung von 100 %. Im Fall 

einer Dehnung eines homogenen Materials (hier Polycarbonatträgerplatten) ist der 

Dehnungsbetrag an allen Punkten gleich groß. Die Stärke der Dehnung kann durch Änderung 

der Ablenkung (y) bei definierten Auflagepunkten (A) und (B), sowie definierter 

Materialstärke (h) beeinflusst werden.  

 

Die Dehnung  (in strain) wird durch die Formel 

 

Dehnung (D) =                4 hy 

d² + 4 y² + 4 hy 

 

dargestellt und leitet sich aus folgender Berechnung her: 
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Abb. 6: Schematische Darstellung der Dehnung des Zellträgers und der für die Berechnung 

der Dehnung notwendigen Winkel und Längen  

 

a) ohne mechanische Belastung 

 

l oben 

 

            

   l Mitte 

           d 

 

b) mit mechanischer Belastung: 

 

 

 

 

 

                                                                           y 

             h                                             d/2                        d/2                                                                                 

  

                                                                           x                       r 

 

           

Radius rMitte = x + y + h/2           ϕ 

Radius roben= x + y + h 

ϕ : Winkelgröße 

d: Abstand der beiden Dehnungsauflagen (A) und (B) = 69mm 

y : Höhe der Durchbiegung des Polycarbonatträgers 

h : Materialstärke des Polycarbonatträgers = 4mm 

 

2.2.4.1.   Bestimmung der Bogenlänge (l) des Winkels (ϕ): 

 

Das Bogenmaß eines Winkels ist der Anteil (l) der gesamten Kreislänge lgesamt=2pr, den der  

Mittelpunktswinkel (f) aus dem Einheitskreis ausschneidet. Die Länge des zum Winkel 
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gehörenden Bogens auf dem Einheitskreis charakterisiert den betrachteten Winkel und ist zum 

Radius (r) proportional.  

 

Es gilt:  Bogenmaß (l) =   ϕ  π   r   

                                                     180 °      l 

                 r 

          ϕ           r 

           

 

 

 

2.2.4.2. Bestimmung der Längenänderung (s) :         

 

loben: Länge der oberen Kante der Versuchsträgerhöhe 

lMitte: Länge durch den Mittelpunkt der Versuchsträgerhöhe (konstant, „neutrale Faser“) 

 

Es gilt:  

                 loben =    f p roben                                     ∧                     lMitte = f p roben            

                                 180°                                                            180° 

 

 

                   ϕ =          loben                          ∧        ϕ =                     lMitte 

                               180° π   ( x + y + h )                              180° π   ( x + y + h/2 ) 

 

                   loben = ϕ 180° π  ( x + y + h )                  lMitte = ϕ 180° π ( x + y + h/2 ) 

 

Längenänderung (s) =  loben – lMitte 

 

s  =  ϕ 180° π  ( x + y + h )  -  ϕ 180° π  ( x + y + h/2 ) 

s  = ( ϕ 180° πx + ϕ 180° πy + ϕ 180° πh ) - ( ϕ 180° πx + ϕ 180° πy + ϕ 180°  π(h/2) ) 

s  = ϕ 180° πh  -  ϕ 180° πh/2   =  ϕ 180° πh/2 =  ϕ 90° πh    
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2.2.4.3. Bestimmung der Unbekannten (x): 

 

Die Längen (x+y) und (r) liegen gemeinsam auf dem Einheitskreis, sodass beide den 

identischen Wert beschreiben. 

Es gilt:  r = (x + y)  und daraus ergibt sich       r² = x² + (d/2)² 

 

           ( x + y )²  =  x² + ( d/2 )² 

  x² + 2xy + y² =  x² + d²/4 

  2 xy + y²       =   d²/4 

        2 x           =   d²/4 – y²   

                                            y 

 

2.2.4.4. Bestimmung der Dehnung (D): 

 

Dehnung  (D)    =        s           =             ϕ 90° πh                      =                        h 

                                lMitte             ϕ * 2 * 90° π  ( x + y + h/2 )                    2 ( x + y + h/2 ) 

                        

                  S     =            h              =                 h                    =               h   

                               2x + 2y + h                d²/4 – y² + 2y +h          d²/4y  - y + 2y +h 

                                                                       y 

       S   =           h             =                 h                       =         4 hy 

       d²/4y + y + h       1/4y  ( d² + 4yy + 4yh )          d² + 4y² + 4hy 

 

 

 

          Dehnung (D)   =             s          =              4hy                 in ( Strain ) 

                                             l mitte              d² + 4y² + 4hy             
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2.3. Analysemethoden 

 

2.3.1. Zellproliferationstest 

 

Die Zellen wurden (wie unter 2.1. beschrieben) mit einer Aussaatdichte von nur 20.000 

Zellen/cm² auf die Versuchsträger ausgesiedelt. 

Die Proliferation der Zellen wurde am dritten Tag nach der Passage auf die Versuchsträger 

(Abschluss der Adhäsionsphase der Zellen) lichtmikroskopisch festgehalten. Desweiteren 

wurden am ersten, zweiten, dritten, vierten und fünften Tag nach Beginn der mechanischen 

Stimulation die Zellen bei gleicher Vergrößerung fotografiert.  

Diese Fotos entstanden durch Zuhilfenahme eines Phasenkontrastmikroskops (Diaphot-TMD, 

Nikon Kogaku K. K., Tokio, Japan), wodurch gleichzeitig die Zellmorphologie kontrolliert 

wurde (s.  Abb. 7a). Für die Fotos wurden an zufällig ausgewählten Stellen der Versuchsträger 

Bereiche auf der Rückseite markiert, damit immer dieselbe Stelle fotografiert werden konnte 

(s.  Abb. 7b). 

 

Abb. 7: Zellzahlbestimmung mit Hilfe der Phasenkontrastmikroskopie 

a) Fotoaufnahme der Zellen mit dem Phasenkontrastmikroskop Nikon Diaphot-TMD 
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b) Versuchsträger mit drei markierten Stellen 

 
 

Die mechanische Stimulation erfolgte mit einer Frequenz von 1 Hz, 200 Zyklen und in einer 

Größenordnung von 3.400 µstrain. Zum Vergleich wurde die Kontrollgruppe A ohne 

mechanische Stimulation parallel ebenfalls fotografiert und ausgewertet. Die Bestimmung der 

Zellproliferation erfolgte durch Auszählung der Zellen pro Fläche.  

 

 

2.3.2. Immunhistochemie 

 

Für die immunhistochemische Auswertung wurden 55.000 Osteoblasten pro cm2 ausgesiedelt. 

Nach dreitägiger Wachstumspause, der mechanischen Belastung (200mal 1 Hz und 3400 

µstrain) und der Östrogen- bzw. Tamoxifenzugabe (s. Tab. 2) ruhten die Zellen wiederum drei 

Tage. 

Untersucht wurde die Synthese der Extrazellulärmatrix durch Nachweis der 

Proteinexpression. Dabei wurden folgende Antikörper verwendet: 

  

- Anti-Osteonektin, monoklonal (Takara, Art.-Nr. M124) 

- Anti-Osteokalzin, monoklonal (Takara Biomedical Europe S. A.,                               

Gennevilliers, F , Art.-Nr. M041) 

- Anti-Kollagen Typ I, polyklonal ( Bio Trend Chemikalien GmbH, Köln, Art.-Nr. 

2150-0510) 

- Anti-Proteoglykan, monoklonal (Chemicon Int. Inc. Temecula, CA, USA, Art.-Nr. 

MAB2005) 
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Die Hauptgruppe A bestand aus n=48 Versuchsträgern und die Hauptgruppe B aus n=49 

Versuchsträgern. Nach der Passagierung und drei Tagen Ruhe wurden alle Träger mit 200 x 

3400 µstrains fünf Tage lang gedehnt. Die einzelnen Untergruppen enthielten zusätzlich eine 

bestimmte Menge Östrogenzusatz bzw. E2- plus Tamoxifenzusatz. 

Vor der immunhistologischen Färbung ruhten die Träger noch einmal drei Tage lang im 

Inkubator. Bei der Fixierung der Zellkulturen wurde zuerst das Medium aus dem Träger 

abgesaugt, die anhaftenden Zellen wurden anschließend gründlich mit kaltem PBS gewaschen 

und dann mit -25°C kaltem, reinem Methanol über 10 Minuten bei -25°C im Tiefkühlfach 

fixiert. Anschließend wurden die Proben 10 Minuten lang luftgetrocknet, bis das gesamte 

Methanol verdunstet war. Hiermit war die Fixierung abgeschlossen. 

 

Nun konnten die Silikonwälle von der Polycarbonatplatte abgezogen werden. Für die Prüfung 

auf die einzelnen Antikörper musste das Feld mit der Größe von 30 x 60 mm in acht gleich 

große Bereiche unterteilt und zugleich das Ineinanderlaufen der Prüflösungen verhindert 

werden. Dieses konnte durch eine Konstruktion, wie in Abb. 8 dargestellt, erreicht werden. 

Hierfür wurde eine 8mm starke Polykarbonatplatte mit acht Bohrungen (Ø 9mm) versehen. 

Dann wurden Dichtungsringe (Außendurchmesser 14mm, Innendurchmesser 10mm) aus 5mm 

starkem Silikon ausgestanzt und um die Bohrungen dieser vorgebohrten Polycarbonatplatte 

aufgeklebt. Diese „Konterplatte“ wurde nun mittels vier handelsüblicher Leimzwingen stabil 

auf den Versuchsträger fixiert.  

 

Abb. 8: Dehnungsträger mit aufgelegten Silikondichtringen und der Konterplatte, um das 

Ineinanderlaufen der Antikörperlösungen zu verhindern. 
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Der so unterteilte Zellmonolayer wurde nun durch die einzelnen Öffnungen der Konterplatte 

mit TBST (Tris Buffered Saline mit 0,1 % Tween 20) jeweils dreimal gespült. Der TBST-

Überstand wurde dabei vorsichtig mittels einer Glaspipette und einer angeschlossenen 

Wasserstrahlpumpe abgesaugt. Die Verdünnung der Primärant ikörper erfolgte jeweils über 

eine frisch angesetzte 1%ige BSA-Lösung (Bovine Serum Albumine) mit TBST als 

Lösemittel. Das Hinzufügen von 1 % Rinderserumalbumin erhöht die Proteinkonzentration 

und reduziert die unspezifische Färbung. 

 

Abb. 9: Immunhistochemische Auswertung 

 

a) Einpipettieren der Antikörperverdünnungen 

 
 

b) Rötlicher Versuchsträger nach immunhistochemischer Färbung. 

 
 

 

Die Antikörperlösung konnte nun in die jeweilig unterteilten Felder des Zellmonolayers 

einpipettiert werden (s. Abb. 9a). Nach Ablauf der Inkubationszeit von 60 Minuten bei 37°C 

wurde die Antikörperlösung abgesaugt und die Probe dreimal mit TBST gewaschen. Der 

Nachweis der verschiedenen Antigene erfolgte in einem Zwei-Stufen-Verfahren mit dem 
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DAKO EnVision TM+ -Analyseverfahren (DAKO Corporation, 6392 Via Real, Carpinteria, 

CA 93013, USA). Dazu wurde ein weiterer Antikörper (Peroxidaseaktivierter 

Sekundärantikörper), der je nach Herkunft des Primärantikörpers gegen Maus- oder 

Kaninchen-Antikörper gerichtet war, für 30 Minuten bei Raumtemperatur aufgebracht. Nun 

wurde erneut dreimal mit TBST gespült. Die Substrat-Chromogenreaktion, die benutzt wird, 

um die Peroxidase sichtbar zu machen, wurde durch das 30-minütige Verweilen an einem 

lichtgeschützten Ort, von Chromogen (3-Amino-9-Ethylcarbazol ,AEC) eingeleitet. Dieses 

Substrat-Chromogen stellt sich als ein unlösliches, rötliches Präzipitat an der Stelle des 

Peroxidase-Antiperoxidase-Immunkomplexes dar.  

 

Dieses ist nun ein sichtbarer Marker für die Intensitätsverteilung der von den Osteoblasten 

gebildeten Proteine. Für die semiquantitative Auswertung der Färbung wurden die so 

vorbereiteten Kulturplatten eingescant und das digitale Bild mit dem 

Bildverarbeitungsprogramm Corel Draw 9 am Rechner statistisch ausgewertet. Die Intensität 

der Färbung gibt dabei das Maß für die Antigenmenge in der Probe an (s. Abb. 9b). 

 

 

2.4. Statistik 

 

Die in dieser Arbeit angegebenen Werte sind als Mittelwerte +/- der Standardabweichung 

angegeben. Die Standardabweichungen der Werte sind mittels „Fehlerbalken“ grafisch 

dargestellt. Die Daten der verschiedenen Experimente wurden mittels Zweistichproben-t-Test 

bei unterschiendlichen Varianzen“, unter Verwendung des Datenverarbeitungsprogramms 

Microsoft Excel 2000, mit der jeweiligen Kontrollgruppe verglichen. Ein Konfidenzintervall 

p< 0,05 wurde als statistisch signifikant angesehen. Die zur Kontrolle signifikant 

unterschiedlichen Werte sind grafisch mit (*) gekennzeichnet. 

 

 

3. Ergebnisse 

 

3.1. Die Osteoblastenkultur 

 

Die Zellen wurden - wie in Punkt 2.1. beschrieben - so präpariert, dass die von Jones und 

Boyde (1977) [46] beschriebene Methode der Zellgewinnung angewendet werden konnte. Die 
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Präparation führte zu einer homogenen Kultur von Osteoblasten-ähnlichen Zellen, die durch 

die Anwesenheit von Osteokalzin und Alkalischer Phosphatase gekennzeichnet sind. Die 

Zellen wurden routinemäßig nach Osteokalzin-Expression und Alkalische-Phosphatase-

Aktivität überprüft.  

 

Abb. 10: Phasenkontrastmikroskopisches Bild des Monolayers unstimulierter Zellen.  

 

Vergrößerung: 

200-fach 

 

Aussaat mit  

20.000  

Zellen / cm² 

(subkonfluent) 

 

 

 

 

 

 

Vergrößerung: 

200-fach 

 

Aussaat mit  

55.000  

Zellen / cm² 

(fast konfluent) 
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Während der regelmäßigen lichtmikroskopischen Kontrolle der Zellkulturen stellte sich 

heraus, dass die Zellen vom Auswachsen der ersten Vorläuferzellen aus den Perioststücken 

bis hin zu den ausgereiften Osteoblasten-ähnlichen Zellen die jeweiligen Charakteristika 

dieser Zellreihe sowohl morphologisch als auch die Zellgröße betreffend ihrem Alter 

entsprachen. Nach der Anheftung der Zellen auf die Versuchsträger und 24 Stunden 

Inkubationszeit konnte je nach Aussaatbedingung, eine subkonfluente bzw. eine nahezu 

konfluente Monolayerkultur beobachtet werden (Abb. 10). Diese Zellen wiesen 

morphologisch alle Charakteristika von proliferierenden Osteoblasten auf. Die subkonfluent 

ausgesiedelten Zellen besaßen eine langgestreckte Form mit endständigen Ausläufern und die 

konfluent ausgesiedelten Zellen besaßen eine polygonale Form mit radiären Ausläufern.  

Während der Proliferation der Zellen konnten vermehrte Zell-zu-Zell-Kontakte beobachten 

werden. Eine Multilayerkultur ergab sich jedoch unter keinen Versuchsbedingungen. 

 

Abb. 11: Flussdiagramm über die Aussaatdichte und der verwendeten Analysemethode. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Primärzellkultur 
in MM1 

Aussaat konfluent 
55.000 Zellen / cm² 

in 2,5 ml MM2 / Versuchsträger 
für die  

Immunhistochemische Analyse 

Aussaat subkonfluent 
20.000 Zellen / cm² 

in 2,5 ml MM2 / Versuchsträger 
für den  

Zellproliferationstest 

Die Versuche laufen mit den zwei Vergleichsgruppen: 
 

• Hauptgruppe A, ohne mechanische Stimulation (Kontrollgruppe) 
• Hauptgruppe B, mechanische Stimulation, 200 x 34000 µstrain/Tag 
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3.2. Die mechanische Stimulation 

 

Die Versuche zur Untersuchung der Proteinexpression und die Versuche zur Untersuchung 

des Proliferationsverhaltens wurden mit Versuchsträgern mit unterschiedlicher Zelldichte 

durchgeführt (vgl. Abb. 11). Für die immunhistochemische Auswertung wurden die Zellen 

nach vorherigem Auszählen mit einer Aussaatdichte von etwa einer Million Zellen pro Träger 

auf die Versuchsträger umgesiedelt. Dieses entspricht einer Zelldichte von 55.000 Zellen pro 

cm². Die Versuche zur Untersuchung des Proliferationsverhaltens der Zellen wurden bei einer 

Zelldichte von 20.000 Zellen pro cm² durchgeführt. Nach einer Ruhephase von drei Tagen 

wurde mit der mechanischen Stimulation der Zellen über einen Zeitraum von 5 Tagen 

begonnen. 

 

Die Zellkultur wurde in eine Hauptgruppe ohne Zusatz von E2 bzw. E2 plus Tamoxifen 

unterteilt und in eine Hauptgruppe mit Zusatz von Östrogen bzw. Östrogen und Tamoxifen 

unterteilt. Zeitgleich wurde in beiden Hauptgruppen eine Zellkultur ohne Stimulation als 

Referenzgruppe geführt (s. Tab. 2). Die Zellkulturen (Kontrollgruppen ausgenommen) 

wurden jeweils mit einer Dehnung von 3.400 µstrains belastet. Sie wurden 200mal pro Tag 

mit einer Frequenz von 1 Hz stimuliert.  

 

Bei der regelmäßigen Kontrolle der Zellen durch das Phasenkontrastmikroskop konnte 

sowohl bei der Hauptgruppe ohne mechanische Stimulation, sowie bei den mit 3.400 µstrain 

gedehnten Zellen in der Hauptgruppe B (Kontrollgruppen eingeschlossen) keine bevorzugte 

Ausrichtung der Zellen beobachtet werden. 

 

 

3.2.1. Die Proliferationsrate 

 

Die Untersuchung der Proliferation in Abhängigkeit von der mechanischen Stimulation (s. 

Abb. 12) zeigt, dass die Zellzahl kleiner wird, je mehr E2 hinzugegeben wird. Ein Blick auf 

die Tabelle (s. Tab. 3) veranschaulicht, dass die Zellzahl am Tag 5 bei der Gruppe mit 100 

pmol/l Östrogenzusatz um 48 % (unstimuliert) bzw. 35 % (stimuliert) geringer als die 

jeweilige Referenz ist. Noch niedriger ist sie bei der Gruppe mit 10 nmol/l E2-Zusatz mit 50 

% kleiner als der Referenzwert bei den unstimulierten Zellen und 47 % bei den stimulierten 

Zellen. Am geringsten sind die Werte bei der Gruppe mit 10 µmol/l E2-Zusatz mit 99 % (*) 
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Zellzahl am 5. Tag (stimulierte Zellen)
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(unstimuliert) bzw. 72 % (*) (stimuliert) weniger Zellen als die jeweilige Referenz. Die 

Zellzahl in der Gruppe mit 10 nmol/l E2- u. 10 nmol/l Tamoxifenzusatz ist um 67 % 

(unstimulierte Zellen) bzw. 74 % (*) (stimulierte Zellen) geringer als die Referenz. 

Verglichen mit der reinen 10nmol/l E2-Zugabe verringert der Tamoxifenzusatz die 

Zellproliferation noch einmal deutlich und erreicht bei den stimulierten Zellen die 

Größenordnung der 10 µmol/l E2 Gruppe.  

Die statistisch signifikanten Unterschiede (p<0,05) sind mit einem Stern gekennzeichnet. 

 

 

Abb. 12: Proliferation stimulierter und nicht stimulierter osteoblastärer Zellen nach fünf 

Tagen. Dargestellt ist die Änderung der Anzahl der Zellen pro Fläche in Prozent. Die 

Ausgangszellzahl am Tag 1 wurde auf 100 % gesetzt.  

 

 

 
    statistisch signifikant (p< 0,05) 
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0

500

1000

1500

Kontr.  100 pmol  10 nmol  10 µmol  E2+Tam.

%
 d

er
 Z

el
lz

ah
l a

m
 1

. T
ag



 32 

Tab. 3: Wertetabelle der in Abb. 12 gezeigten Mittelwerte der Proliferationsrate nach 

fünftägiger mechanischer Stimulation im Vergleich zur unstimulierten Kontrolle. Dargestellt 

ist die Änderung der Anzahl der Zellen pro Fläche in Prozent. Die Ausgangszellzahl am Tag 1 

wurde auf 100 % gesetzt. 

 

 

Unstimulierte Zellreihe  Mittelwert STABW Signifikanz (p< 0,05) 

Kontrolle 1065 297 ------ 

100 pmol/l E2 558 100 0,107 

10 nmol/l E2 531 43 0,091 

10 µmol/l E2 11 10 0,026  (*) 

10 nmol/l E2 + Tamoxifen 348 99 0,058 

 

 

 

Stimulierte Zellreihe  Mittelwert STABW Signifikanz (p< 0,05) 

Kontrolle 766 145 --- 

100 pmol/l E2 496 40 0,28 

10 nmol/l E2 405 91 0,09 

10 µmol/l E2 218 64 0,036 (*) 

10 nmol/l E2 + Tamoxifen 197 57 0,01   (*) 

 

(*) statistisch signifikant (ermittelt durch den Zweistichproben-t-Test; p< 0,05) 

 

 

3.2.2 Die Proteinexpression 

3.2.2.1 Die Proteinexpressionsrate ohne mechanische Stimulation 

 

Die immunzytochemische Auswertung (Abb. 13) der Expression knochenspezifischer 

Proteine erfolgte getrennt zwischen mechanisch nicht belasteten Zellen und mit 3.400 µstrains 

gedehnten Zellen. Es wurde wie unter Punkt 2.3.3. beschrieben nach der quantitativen Menge 

nachfolgend aufgeführter Knochenproteine gesucht. 
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 • Osteonektin 

 • Osteokalzin 

 • Kollagen Typ I 

 • Proteoglykan 

 

Zur besseren Vergleichbarkeit wird die Farbintensität der jeweiligen ungedehnten Kontrolle 

auf 100 % festgesetzt und die stimulierten Werte in Prozent der Kontrolle angegeben. Die 

Werte für die Expression von Osteonektin und Osteokalzinwerte sind uneinheitlich, während 

für Kollagen Typ I und Proteoglykan ein Trend erkennbar ist.  

 

Osteokalzin – Osteonektin: Die Expression der Proteine Osteokalzin und Osteonektin wird bei 

mechanisch nicht belasteten Zellen mit zunehmender E2-Zufuhr leicht geringer. Die 

Kontrollgruppe (ohne E2) weist sowohl eine höhere Osteokalzin- als auch eine höhere 

Osteonektinexpression auf. Die Osteokalzin- und die Osteonektinexpression aller Gruppen 

mit E2-Zugabe und teilweisem Tamoxifenzusatz ist insgesamt etwas erniedrigt, aber ein 

signifikanter Unterschied der Osteokalzinexpression macht sich nur bei 10 nmol/l E2-Zugabe 

bemerkbar. Hier ist allerdings zu berücksichtigen, dass die absoluten Osteokalzinwerte sehr 

niedrig sind und damit leichte Änderungen sich statistisch erheblich auswirken können.  

 

Kollagen Typ I – Proteoglykane: E2 scheint die Kollagen Typ I- und Proteoglykanexpression 

bei den nicht stimulierten Zellen leicht zu erhöhen. Die Mittelwerte der Osteokalzin- und der 

Osteonektinexpressionsrate steigt mit ebenfalls steigender E2-Zusatz geringfügig an. Ein 

signifikanter Anstieg ist bei der Proteogykanexpression in der Gruppe mit E2- plus 

Tamoxifenzugabe zu verzeichnen. 
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Abb. 13: Vergleich der Synthese ausgewählter Proteine ohne mechanische Stimulation 

(Kontrolle, 100 pmol/l E2-Zusatz, 10 nmol/l E2-Zusatz, 10µmol/l E2-Zusatz und 10nmol 

E2+10 nmol/l Tamoxifen-Zusatz nach elf Tagen Anzüchtung). Zur Kontrolle statistisch 

signifikante Unterschiede ( p < 0,05 ) sind durch das Symbol (∗) gekennzeichnet. 
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Tab. 4: Wertetabelle der in Abb. 13 gezeigten Mittelwerte der Expressionsraten verschiedener 

Knochenproteine ohne mechanische Stimulation im Vergleich zur Kontrolle. 

Die mit (*) gekennzeichneten Werte weisen einen statistisch signifikanten Unterschied zur 

Kontrolle auf. 

 

 Mittelwert STABW Signifikanz (p) 

zur Kontrolle 

Osteonektin 

Kontrolle 100 28 ------ 

100 pmol/l E2 88 37 0,6 

10 nmol/l E2 84 11 0,3 

10 µmol/l E2 71 18 0,08 

10 nmol/l E2 + Tam. 127 28 0,2 

Osteokalzin 

Kontrolle 100 14 ------ 

100 pmol/l E2 86 9 0,2 

10 nmol/l E2 66 11 0,03   (*) 

10 µmol/l E2 77 33 0,2 

10 nmol/l E2 + Tam. 97 28 0,8 

Kollagen Typ I 

Kontrolle 100 16 ------ 

100 pmol/l E2 99 23 1,0 

10 nmol/l E2 99 27 1,0 

10 µmol/l E2 121 29 0,2 

10 nmol/l E2 + Tam. 111 19 0,5 

Proteoglykan 

Kontrolle 100 8 ------ 

100 pmol/l E2 97 19 0,8 

10 nmol/l E2 108 20 0,4 

10 µmol/l E2 113 27 0,3 

10 nmol/l E2 + Tam. 160 36 0,02    (*) 
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3.2.2.2 Die Proteinexpressionsrate nach mechanischer Stimulation 

 

Die Auswertung des Proteins Osteonektin ergab, dass die Proteinexpression bei reiner 

Östrogenzugabe von 10 nmol/l und 10 µmol/l zur Kontrolle signifikant ansteigt. Sie beträgt 

bei 10 µmol/l Östrogenzusatz 160 % des Kontrollwertes und bei 10 nmol/l Östrogenzugabe 

sogar 188 % des Kontrollwertes. 

 

Ebenso weist die Gruppe mit 10 µmol/l Östrogenzusatz bei der Osteokalzinexpression einen 

signifikanten Unterschied zur Kontrolle auf. Der Wert liegt um 90 % höher als der 

Kontrollwert. Beide Proteine, Osteonektin und Osteokalzin, weisen damit einerseits nach 

mechanischer Stimulation erhöhte Expressionen (alle Werte liegen bei 100% und mehr) auf 

und zeigen andererseits nach Östrogenzugabe noch einmal signifikant erhöhte Expressionen. 

Unsere Daten zeigen, dass Östrogen die Expression der knochenspezifischen Proteine bei 

gleichzeitiger mechanischer Belastung der Zellen signifikant erhöht (s. Abb. 14).  

 

Bei der Auswertung der Daten bei Kollagen Typ I und Proteoglykan sind keine signifikanten 

Unterschiede bei 10 nmol/l und 10 µmol/l Östrogenzusatz zur Kontrolle feststellbar. Für diese 

weniger Knochen spezifischen Proteine ist eine Auswirkung der mechanischen Stimulation 

nicht feststellbar.  

 

Die Zugabe von Tamoxifen zeigt eher einen Trend zur Erniedrigung der Expression nach 

mechanischer Stimulation. Während für Osteonektin und Proteoglykane niedrigere Werte 

gefunden wurden, sind bei den Osteokalzin- und Kollagen Typ I- Werten kein Unterschied 

zur Kontrolle erkennbar. Ein Einfluss der mechanischen Stimulation kann hier nicht 

festgestellt werden.  

 

 

 

Abb. 14: Vergleich der Expressionsänderung ausgewählter Proteine nach mechanischer 

Stimulation (Kontrolle, 100 pmol/l E2-Zusatz, 10 nmol/l E2-Zusatz, 10µmol/l E2-Zusatz und 

10nmol E2+10 nmol/l Tamoxifen-Zusatz je 200 x 3.400 µstrain, 1 Hz an fünf Tagen). 

Dargestellt sind die Änderungen in % bezogen auf die unstimulierten Werte aus Tabelle 4. 

Zur Kontrolle (keine Zusätze) statistisch signifikante Unterschiede ( p < 0,05 ) sind durch das 

Symbol (∗) gekennzeichnet. 
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 38 

Tab. 5: Wertetabelle der in Abb. 14 gezeigten Mittelwerte der Expressionsraten verschiedener 

Knochenproteine nach mechanischer Stimulation im Vergleich zur Kontrolle. 

Die mit (*) gekennzeichneten Werte weisen einen statistisch signifikanten Unterschied zur 

Kontrolle auf. 

 

 Mittelwert STABW Signifikanz ( p ) 

zur Kontrolle 

Osteonektin 

Kontrolle 95 18 ------ 

100 pmol/l E2 123 34 0,08 

10 nmol/l E2 179 52 0,002   (*) 

10 µmol/l E2 152 26 0,01   (*) 

10 nmol/l E2 + Tam. 77 21 0,09 

Osteokalzin 

Kontrolle 106 40 ------ 

100 pmol/l E2 117 30 0,6 

10 nmol/l E2 120 35 0,5 

10 µmol/l E2 201 47 0,004   (*) 

10 nmol/l E2 + Tam. 135 45 0,3 

Kollagen Typ I 

Kontrolle 120 23 ------ 

100 pmol/l E2 96 31 0,1 

10 nmol/l E2 120 9 0,9 

10 µmol/l E2 97 24 0,1 

10 nmol/l E2 + Tam. 108 18 0,4 

Proteoglykan 

Kontrolle 122 19 ------ 

100 pmol/l E2 101 16 0,15 

10 nmol/l E2 110 22 0,37 

10 µmol/l E2 133 30 0,5 

10 nmol/l E2 + Tam. 82 15 0,02   (*) 
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4.  Diskussion 

 

Während des ganzen Lebens des Menschen unterliegt der Knochen einem kontinuierlichen 

Umbau, der auch als „bone remodeling“ bezeichnet wird. Der Knochen passt sich den 

chemischen und physikalischen Umwelteinflüssen an. Dieses dynamische System wird 

sowohl von Aktionen der Skelettmuskulatur als auch von der Schwerkraft beeinflusst. Dabei 

sind die Größe der mechanischen Beanspruchung, die Beanspruchungsrate pro Zeiteinheit und 

die Richtung der Beanspruchung die drei mechanischen Faktoren, die einen Einfluss auf die 

Knochenstruktur und Knochenmasse haben [46]. 

 

Dieser Mechanismus läuft mit Hilfe zyklischer Umbauvorgänge lokaler Einheiten ab, der so 

genannten „basic multicellular units“, die aus der engen Kopplung von Knochenresorption 

und Knochenneubildung resultieren [32]. Die Aufrechterhaltung einer für die Struktur und 

Funktion des Skelettsystems adäquaten Knochenmineraldichte und Knochenmasse ist nur 

gewährleistet, wenn diese beiden Prozesse, die Knochenneubildung und -resorption, 

näherungsweise im Gleichgewicht sind. Dabei spielen mechanische Reize durch die 

Schwerkraft und körperliche Betätigung eine Schlüsselrolle. Zahlreiche Untersuchungen 

beweisen, dass eine dauerhafte Aktivierung des muskuloskelettalen Systems für den Erhalt 

der physiologischen Knochenmasse von Astronauten notwendig ist [1, 34]. Auch unter 

Schwerkrafteinfluss können schon relativ kurzzeitige Perioden der Inaktivität (z.B. Bettruhe) 

zu einer negativen Kalziumbilanz führen [103]. Die signifikante Verminderung des 

Knochenmineralgehaltes, die durch längere absolute Bettruhe bedingt ist, kann nicht durch 

tägliches Fahrradergometertraining (ein bis vier Stunden) in liegender Position verhindert 

werden. Wohingegen täglich dreistündiges Stehen den Urinkalziumgehalt normalisieren läßt 

[82]. Größeres Körpergewicht bedingt eine Erhöhung der Knochendichte und das Anwachsen 

der Knochendicke [2]. 

 

Untersuchungen von Frost [33] zeigten, dass der direkte Stimulus für die Knochenzellen die 

Belastung der Zelle durch Dehnung ist. Dabei ist die Belastungsintensität wichtiger als das 

Stimulieren mit zahlreichen aber niedrigen mechanischen Reizen [98]. Offenbar sind Druck 

und Zug die bedeutenden Faktoren, die dem altersbedingten Knochenabbau und 

Mineralgehaltsverlust entgegenwirken. Wobei physiologische Dehnung des Knochens den 

Knochenanbau fördert, sorgen hyperphysiologische Reize auf den Knochen einen 

Knochenabbau [68]. Eine hyperphysiologische Belastung des Knochens führt beispielsweise 
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bei der Frakturheilung oder der Distraktionsosteogenese zu einer Pseudoarthrose. Denn sie 

bedingt die Abnahme der Proliferation der Osteoblasten und die vermehrte Apoptose der 

Knochenzellen. Dies wurde sowohl mit Hilfe von Tierstudien als auch durch In-vitro-

Untersuchungen belegt [63, 64, 65, 66, 67]. 

 

Ein zweiter wichtiger Faktor für das Aufrechterhalten des Regelsystems, das Knochenanbau 

und –resorption regelt, sind  metabolische Vorgänge. In diesem Regelwerk wirken Östrogene, 

Schilddrüsenhormone, 1,25-Dihydroxyvitamin D3, das Wachstumshormon Somatotropin, 

Glukokortikoide, das Parathormon, Kalzitonin, Prostaglandine und Zytokine mit [67, 76]. 

Östrogene haben eine – hauptsächlich aus klinischen Beobachtungen postulierte – 

„antiresorptive“ Wirkung auf den Knochen, die auf zweierlei Art zustande kommt: Östrogene 

hemmen zum einen die Neubildung von Osteoklasten aus undifferenzierten Vorläuferzellen, 

in dem sie die dazu notwendigen positiven Signale über das IL-6/IL-6-Rezeptorsystem 

unterdrücken [59, 87], zum anderen fördern sie über vermehrte Freisetzung von TGF-ß die 

durch diesen Wachstumsfaktor induzierte Apoptose von aktiven Osteoklasten [42]. Im 

Gegenzug dazu verhindern Östrogene aktiv die Apoptose der Osteoblasten durch Erhöhung 

des Hitze-Schock Proteins hsp27 [12]. 

 

 

4.1.1. Einfluss des Östrogens auf die Zellproliferation und Expression der extrazellulären 

Matrixproteine 

 

Was einen potenziellen Einfluss von Östrogenen – und auch von Androgenen – auf die 

Knochenneubildung betrifft, so wurde in Experimenten ein positiver Effekt der 

Sexualhormone auf die Genaktivität von Prokollagen-a1(I)- und von TGF-ß, einem für den 

Aufbau von  Knochengewebe wichtigen Wachstumsfaktoren in Osteoblasten nachgewiesen 

[23]. In den 80er Jahren wurden auch in Osteoblasten-ähnlichen Zellen Östrogenrezeptoren 

(ER) nachgewiesen [22, 52]. Die meisten ER befinden sich im Zellkern [50, 101]. Die Anzahl 

der ER pro Zelle werden zwischen durchschnittlich 1615 Rezeptoren [22] und 

durchschnittlich 2300 Rezeptoren [26] angegeben. Östrogene und auch selektive 

Östrogenrezeptormodulatoren, die sogenannten SERMs (selective estrogen receptor 

modulators) binden an diese Rezeptoren. 
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Nach der Menopause, wenn das endogene Östrogen versiegt, gerät der Knochenmetabolismus 

aus dem Gleichgewicht. Daher werden die postmenopausalen Frauen mit Östrogen 

substituiert. Die sog. Hormonersatztherapie bei postmenopausalen Frauen bewirkt, wie eine 

klinische Studie von Vedi et al. [97] zeigt, keine signifikante Veränderung der 

Knochenstruktur und des Mineralgehaltes. Eine jahrelange Unterbrechung der 

Hormonersatztherapie bewirkt einen ähnlichen Abfall der Mineralgehaltskurve wie die der 

Kontrollgruppe. Die Autoren folgern daher, dass Östrogen den postmenopausalen 

Knochenabbau zwar verringern oder sogar weitestgehend aufhalten aber nicht rückgängig 

machen kann. Untersuchungen, die diese klinische Studie belegen, sind nur lückenhaft 

vorhanden. 

 

Unsere Ergebnisse zeigen die Wirksamkeit des Östrogens in vitro. Die Daten zeigen generell 

eine Östrogen-Dosis-abhängige Suppression der Zellproliferation. Dieser Trend ist auch im 

Fall der mechanischen Stimulation eindeutig. Bei der Gruppe mit 10 µmol/l Östrogenzusatz 

(s. Tab. 3) ist die Proliferation bei den unstimulierten Zellen stark erniedrigt (zytotoxischer 

Effekt des Östrogens). Sie ist aber bei gleichzeitiger mechanischer Stimulation deutlich 

erhöht. Generell hingegen ist die Proliferation der stimulierten Zellen im Vergleich zu der 

Proliferation der unstimulierten Zellen niedriger. Gleichzeitig ist die Expression der 

extrazellulären Matrixproteine Osteonektin und Osteokalzin nach mechanischer Belastung mit 

Östrogenzufuhr signifikant erhöht, was zeigt, dass Östrogen zur Differenzierung der 

Osteoblasten beiträgt, indem es die Zellproliferation erniedrigt und die Expression der 

extrazellulären Matrix reguliert (s. 4.1.2). Unsere Ergebnisse unterstützen die Untersuchungen 

von Robinson et al. [81] und Cao et al. [8]. Auch sie verzeichnen eine Abnahme der Zellzahl 

bei gleichzeitiger mechanischer Belastung und Östrogenzugabe. Damien et al. (1998) jedoch 

[15] demonstrieren im Gegensatz dazu eine statistisch signifikant vergrößerte proliferative 

Antwort durch Östrogen auf mechanisch stimulierte Osteoblasten. Auch andere Autoren [25, 

48] beschreiben eine Erhöhung der Proliferation bei gleichzeitiger Erhöhung der ECM-

Proteine. Jedoch wählten sie alle einen viel kürzeren Versuchszeitraum (zwischen 24 und 48 

Stunden) als den unserigen (insgesamt elf Tage).  

 

Unsere Untersuchungen sollten auch über die Expression extrazellulärer Proteine unter 

Östrogeneinfluss Aufschluss geben. Ein signifikanter Unterschied innerhalb der 

unstimulierten Zellen durch Zugabe von Östrogen (s. Abb. 14) wurde nicht festgestellt. 

Allerdings führte bei den unstimulierten Zellen die Zugabe von Tamoxifen immer zu einer 
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teilweise auch signifikanten Steigerung der Proteinexpression. Komm et al. [52] weisen nach, 

dass Östrogen direkt (rezeptorvermittelt) auf Osteoblasten wirkt und zeigen auf, dass es die 

extrazelluläre Matrix-Proteine (ECM-Proteine) und die in Knochenmineralisation und 

Knochenumbau involvierten Proteine (Knochen-assoziierten Proteine) zu beeinflussen 

vermag. 

 

Östrogen erhöht signifikant die Expression der Knochen-assoziierten-Proteine Osteokalzin 

und Osteonektin in mechanisch stimulierten Zellen (s. Tab. 5). Die Glykoproteine Osteokalzin 

und Osteonektin sind wichtig beim Knochen-Remodeling. Sie werden vermehrt in Gebieten 

aktiven Knochenumbaus exprimiert [54, 107]. In in-vitro-Experimenten wurde 

herausgefunden, dass Osteonektin Kollagen und Hydroxylapatit an sich binden kann und 

somit die Zellproliferation reguliert [54, 107]. Osteokalzin bindet Kalzium und 

Hydroxylapatit an sich. Gleichzeitig bestimmt diese „Brückenfunktion“ die Härte des 

Knochens, weil sie die Mineralien des Knochens in die extrazelluläre Matrix einbinden. Bei 

einigen Osteopenieformen, wie z.B. Osteogenesis imperfecta, ist die Osteonektinexpression 

stark erniedrigt [28, 29, 68]. Das zeigt, dass Osteonektin den Knochenumbau und die 

Aufrechterhaltung der Knochenmasse unterstützt [17]. Auch Osteokalzin ist ein wichtiger 

Marker zur Bestimmung der osteoblastischen Aktivität bei Ossifikationsstörungen. 

 

Ein weiterer signifikanter Unterschied in der Proteinexpression ist zu verzeichnen, wenn die 

Zellen neben der E2-Zugabe zusätzlich mechanisch stimuliert werden. Die Expression dieser 

o.g. Proteine in mechanisch stimulierten Zellen zeigt eine Abhängigkeit von der E2-

Konzentration (s. Abb. 14).  Osteonektin ist, genauso wie Osteokalzin ein „später Marker“; 

d.h. sie werden erst nach den ECM-Proteinen sezerniert, die das Gerüst der extrazellulären 

Matrix bilden (z.B. Kollagene und Proteoglykane). Daher gibt es, je nach 

Untersuchungszeitpunkt, widersprüchliche Angaben über die Expression dieser beiden 

Proteine [48, 81]. 

 

Niedrigere Dosen von Östrogen (100 pmol/l) haben hingegen keine signifikante Wirkung auf 

die extrazelluläre Matrixproteinsynthese (s. Abb. 14). E2 erhöht zwar im geringen Umfang 

auch ohne mechanische Belastung die Osteokalzin- und die Osteonektinexpression. Bei 

zusätzlicher mechanischer Belastung jedoch „trägt“ E2 die Osteokalzin- und Osteonektin-

Expression über die Signifikanzschwelle (vgl. Tab.4 u. Tab. 5). Ähnlich nimmt bei nicht 

gedehnten Zellen die Synthese von Kollagen Typ I und Proteoglykanen durch die Zugabe von 
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E2 geringfügig zu, wenn gleichzeitig mechanisch belastet wird. Allerdings sind die 

Unterschiede zur Kontrollgruppe tendenziell und nicht aussagekräftig (vgl. Tab.4 u. Tab. 5). 

 

Ähnliche Resultate mit Kollagen liefern auch Robinson et al. [81]. Das zeigt, dass Östrogen in 

die „späte“ Phase der Matrixreifung eingreift und in der Phase der Matrixbildung geringen 

Einfluss hat. Dieses Ergebnis ist maßgeblich abhängig von der Dauer des 

Versuchszeitraumes. Autoren, die die Osteoblasten lediglich 48 Stunden belasten, kommen zu 

einem komplett konträren Ergebnis. Kaspar et al. erklären, dass Östrogen in die frühe Phase 

der Matrixbildung eingreift und die späte Phase der Matrixreifung nicht berührt [48]. 

Resümierend zeigt die synoptische Betrachtung all dieser Ergebnisse, dass Östrogen sowohl 

in der Matrixbildung als auch in der Matrixreifung anabole und antikatabole Effekte auf den 

Knochen ausübt. 

 

 

4.1.2. Einfluss des Tamoxifens auf die Zellproliferation und Expression der extrazellulären 

Matrixproteine 

 

Wie Tamoxifen in diesen Regelkreis aus Östrogen und mechanischer Belastung der 

Osteoblasten eingreift, wurde ebenso untersucht. Tamoxifen ist ein SERM „selective estrogen 

receptor modulator“ der 1. Generation, ein Triphenylethylenderivat (s. Abb. 15).  

 

 

Abb. 15: Strukturformel des Tamoxifen 

 
 

Die SERMs wirken durch direkte Interaktion mit Östrogenrezeptoren a und ß. Diese können 

mit verschiedenen Substanzen, nicht nur Steroidhormonen, reagieren. Diese Liganden 

unterscheiden sich jedoch in der bei ihrer Bindung an Rezeptoren bewirkten 

Konformationsänderung. a-Rezeptoren finden sich überwiegend in Brustdrüse, Uterus und 

Leber, ß-Rezeptoren finden sich vorwiegend in Knochen, Blutgefäßen und Urogenitalen [18]. 
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Die aktuelle Literatur macht hinsichtlich der Interaktion zwischen Östrogen und Tamoxifen 

am Knochen auf den ersten Blick widersprüchliche Aussagen. Studien mit Tierversuchen [47, 

75, 96], klinische Studien [20, 61, 93] und In-vitro-Untersuchungen [91] zeigen, dass sich 

Tamoxifen zwar an der Brustdrüse östrogen-antagonistisch verhält, aber am Knochen leicht 

agonistisch wirkt. Einige Autoren allerdings berichten über teils agonistische, teils 

antagonistische Wirkung des Tamoxifen am Knochen [62]. Die agonistische Wirkung zum 

Östrogen entfaltet Tamoxifen anhand der AF-1-Region des Östrogenrezeptors und die 

antagonistische Wirkung über die AF-2-Region [74, 90, 105, 108]. Rein antagonistische 

Wirkung des Tamoxifen konnten ebenso festgestellt werden [9, 15, 23, 30, 62, 91]. Nilsson et 

al. [70] machen eine Unterscheidung zwischen den SERMs Tamoxifen und Raloxifen: 

Tamoxifen agiert am Brustgewebe und Knochen antagonistisch und Raloxifen, SERM der 2. 

Generation, agiert an Brust und Uterus östrogen-antagonistisch und am Knochen agonistisch.  

 

Wir verwandten in unseren Versuchsreihen Osteoblasten-ähnliche Zellen aus dem Periost des 

Kalbmetacarpus. Hinsichtlich der Wirkung des Tamoxifens auf die Proliferation dieser Zellen 

zeigen unsere Ergebnisse die Tendenz, dass Tamoxifen die Wirkung des Östrogens auf die 

proliferative Antwort von Osteoblasten unabhängig von einer mechanischen Stimulation 

leicht hemmt. Die Proliferation der Gruppe mit 10nmol E2 ist niedriger als die der 

E2+Tamoxifen-Gruppe. Bei zusätzlicher mechanischer Belastung wird dieser Effekt noch 

gesteigert und ist signifikant (s. Tab. 3). 

 

Die antiproliferative Wirkung des Tamoxifen auf Osteoblasten konnte auch in anderen in-

vitro-Untersuchungen belegt werden [15, 16, 45]. Tamoxifen verringert auch die Zellzahl 

intakter Osteoklasten drastisch. Dosisabhängig sind vermehrt Zellysen und Apoptosen zu 

beobachten. Die Autoren führen diese Beobachtung auf den „detergenzienähnlichen“ Effekt 

des Tamoxifen auf die Membranlipide zurück [57]. 

 

Die Synthese Knochen-assoziierter-Proteine war im Fall von mechanisch unstimulierten 

Osteoblasten unter dem Einfluss des Tamoxifen stets höher als die der unstimulierten 

Kontrolle. Im Falle der Proteoglykane ist die Differenz sogar signifikant (s. Abb. 14). 

Takeushi et al. stellten ebenfalls fest, dass Tamoxifen die Proteinexpression der 

extrazellulären Matrix, damit verbunden auch die Mineralisation, anregt [92]. 
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Bei den stimulierten Zellen zeigt Tamoxifen keinen eindeutigen Unterschied zur Gruppe der 

stimulierten Zellen ohne E2-Zusatz. Eine zusätzliche mechanische Stimulation der 

Osteoblasten bewirkt im Gegensatz zu den Gruppen mit reiner Östrogenzugabe keine weitere 

Steigerung  der Proteinexpression. Offenbar hemmt Tamoxifen in diesem Fall die 

stimulierende Wirkung des Östrogens, denn im Falle zusätzlicher Dehnung der Zellen ist die 

Proliferation in den mit Östrogen substituierten Zellen sogar signifikant höher als die Gruppe 

der stimulierten Kontrollen ohne Östrogenzusatz (s. Abb. 14) . 

 

Tamoxifen scheint die Wirkung des exogenen Östrogens zu antagonisieren [75]. Die Wirkung 

des Tamoxifen an Knochenzellen hängt davon ab, ob zusätzlich Östrogen zugegen ist. 

Klinische Untersuchungen an prämenopausalen Frauen ergab eine antagonistische Wirkung 

des Tamoxifen gegenüber Östrogen [F3, 27, 78], Untersuchungen an postmenopausalen 

Frauen eine agonistische [G2, 13, 78,]. Je nachdem, ob das untersuchte Patientenklientel aus 

prä- oder postmenopausal Frauen besteht, fällt das Ergebnis unterschiedlich aus. Powles et al. 

untersuchten in einer Studie sowohl prämenopausale, als auch postmenopausale Frauen und 

kommen zu dem Schluss, dass Tamoxifen bei prämenopausalen Faruen einen 

Knochendichteverlust verursacht und bei postmenopausalen Frauen den Knochenverlust 

verhindert [78]. Erst nach der Menopause schützt Tamoxifen vor Knochenverlust, hat also, 

wenn kein endogenes Östrogen verfügbar ist, eine Östrogen-agonistische Wirkung [6]. Dieses 

wurde auch in zahlreichen Tierversuchen mit ovariektomierten Tieren nachgewiesen [58, 69, 

84, 85, 95]. Unsere Ergebnisse stützen die Erkenntnis, dass Tamoxifen die Östrogenwirkung, 

sowohl bei den unstimulierten, als auch stimulierten Zellen in der Östrogen+Tamoxifen-

Gruppe hemmt (vgl. Abb. 13 und Abb. 14). Die Proteinexpression, die in der Gruppe mit E2-

Zusatz nach mechanischer Stimulation, signifikant höher ist, ist in der Gruppe mit Östrogen 

plus Tamoxifen im Allgemeinen niedriger als die der stimulierten Kontrollgruppe. 
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5. Zusammenfassung und Ausblick 

 

In dieser Studie ruhten die Zellen erst drei Tage nach der Umsiedelung auf die Trägerplatten, 

danach fanden die Experimente und deren Dokumentation statt, zuletzt ruhten die Zellen noch 

einmal für drei Tage. In diesen elf Tagen reduzieren die stimulierten Osteoblasten unter 

Östrogeneinfluss die Zellproliferation und erhöhen die Expression von für die extrazelluläre 

Matrix des Knochens charakteristischen Proteinen wie Osteonektin und Osteokalzin. Die 

Bildung der extrazellulären Matrix ist aber zwingende Veraussetzung für einen funktionellen 

Knochenaufbau. 

 

Die Erkenntnisse aus dieser Studie stützen daher die seit Jahren bewährte 

Hormonersatztherapie bei postmenopausaler Osteoporose; d.h. Östrogen in Zusammenhang 

mit mechanischer Belastung erhöht die Mineraleinlagerung in den Knochen, klinisch macht 

sich das durch eine höhere Knochendichte bemerkbar. Allerdings zeigen die Resultate auch, 

dass Östrogene die Balance zwischen Knochenaufbau und Knochenabbau zugunsten des 

Aufbaus nur ändern, wenn der Knochen zusätzlich physiologischer mechanischer Belastung 

unterzogen wird.  

 

Aus klinischer Sicht bedeutet es: neben der Hormonersatztherapie gilt es die Bedeutung der 

sportlichen Betätigung den Patientinnen klarzumachen. Um genauere Aussagen über den 

Einfluss des Östrogens auf den Knochenstoffwechsel bei gleichzeitiger mechanischer 

Belastung auf Knochenzellen machen zu können, sind jedoch weitere Untersuchungen 

notwendig. Untersuchungen, die alle Phasen der Matrixbildung und –reifung 

gegenüberstellen, sind notwendig. Insbesondere sind auch weitere Untersuchungen notwendig 

um die Wirkungsweise von Tamoxifen (mit und ohne Östrogen) auch im Hinblick auf eine 

mechanische Belastung zu klären, denn die Wechselwirkung zwischen Östrogen und 

Tamoxifen am Knochen ist weitgehend unerforscht. 
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6. Abkürzungen 

 

Abb.:  Abbildung 

AEC:  Amino-9-Ethylcarbazol 

bzw.:  beziehungsweise 

cm:  Zentimeter 

d.h.:  das heißt 

et al.:  et alii (und Mitarbeiter) 

E2:  Estradiolvalerat 

ER:  Östrogenrezeptor 

EZM:  extrazelluläre Matrix 

HRT:  Hormonersatztherapie (hormone replacement therapy) 

hsp27:  Hitze-Schock Protein 27 

Hz:  Hertz 

mol/l:  Mol pro Liter 

mm:  Millimeter 

MM1:  Kulturmedium für die Anzucht der Primärzellen  

MM2:  Kulturmedium für die mechanische Stimulation 

µmol/l: Mikromol pro Liter 

n:  Stichprobenumfang / Anzahl der Messungen 

nmol/l:  Nanomol pro Liter 

N:  Zellzahl 

o.g.   oben genannt  

p:  Signifikanz 

PBS:  Phosphat Buffered Saline 

pmol/l:  Pikomol pro Liter 

SERM: selective estrogen receptor modulator 

STABW: Standartabweichung 

Tab.:  Tabelle 

Tam.:  Tamoxifen 

TBS:  Tris Buffered Saline 

TBST:  Tris Buffered Saline mit 0,1 % Tween 20 

vgl.:  vergleiche 

z. B.:  zum Beispiel 
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