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Abkürzungsverzeichnis

Alle verwendeten Maßeinheiten stimmen mit den Standard International Einheiten

(SI Einheiten) überein.

A Adenosin

Abb. Abbildung

ALP Alkalische Phosphatase

AP-PCR Arbitrary Primed Polymerase Chain Reaction

ß-GP ß-Glycerophosphat

BMP Bone Morphogenetic Protein

BMU Basic Metabolic Unit

Bp Basenpaare

C Cytosin

C DNA Complementary Desoxribonucleic Acid

DEPC Diethyl-Pyrocarbonat

DEX Dexamethason

DMEM Dulbeco`s Modified Eagle Medium

DNA Desoxyribonucleic Acid

D NTPs Desoxy-Nucleotid-Triphosphat

EDTA Ethylenediaminetetraacetic Acid

Et al. et alii

FCS Fetal Calf Serum

G Guanosin

GCSP Glycine Cleavage System P-protein

GRE Glukokortikoid-responsives Element

IGF-R Insulin Like Growth Factor Receptor

IRS Insulin Rezeptor Substrat Familie

KCl Kaliumchlorid

KH2PO4 Kaliumdihydrogenphophat

L/K/N ALP Leber/Knochen/Niere Alkalische Phoshatase
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mAS milli Ampersekunde

min. Minute

M-MLV RT Moloney Murine Leukaemia Virus Reverse Transkriptase

m-RNA Messenger Ribonucleic Acid

NaCl Natriumchlorid

Na2HPO4 Dinatriumhydrogenphosphat

PBS Phosphate Buffer Saline

PCR Polymerase Chain Reaction

RNA Ribonucleic Acid

RT-PCR Reverse Transcription Polymerase Chain Reaction

T Thymidin

Tab. Tabelle

TAE Tris-Acetat-EDTA-Puffer

TBE Tris-Borat-EDTA-Puffer

TE Tris-EDTA-Puffer

Tris Tris(hydroxymethyl)aminomethan

U Units

Usw. und so weiter

VDR Vitamin D3 Rezeptor

VDRE Vitamin D3 responsives Element

Z.B. Zum Beispiel
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1. Einleitung

1.1. Problemstellung

Die Therapie von Erkrankungen des Knochengewebes, aber auch von Frakturen

und deren Heilungsstörungen, setzt ein grundlegendes Verständnis des

Knochenstoffwechsels unter physiologischen Bedingungen und seiner

pathologischen Veränderungen voraus. In den letzten Jahren hat das Wissen in

Diagnostik und Therapie von Gelenk- und Knochenerkrankungen explosionsartig

zugenommen. Im Bereich der klinischen Forschung konnte durch die Entwicklung

von Markern für den Knochenumsatz sowie exakte Meßmethoden für den

Knochenmineralhaushalt die Erforschung und Diagnose von Erkrankungen des

Knochens erleichtert werden. Ebenfalls erhielt man dadurch die Möglichkeit,

Therapien in ihrer Wirksamkeit zu prüfen und im Verlauf zu beobachten. Die

Entwicklung von neuen Techniken in der Biologie führte zu neuen Erkenntnissen

in einer lokalen Endokrinologie auf zellulärer Ebene, gesteuert durch Zytokine

und intrazelluläre Faktoren, wie z.B. Transkriptionsfaktoren. Die rasante

Entwicklung der Molekularbiologie ermöglicht immer tiefergehende Einblicke in

Stoffwechselvorgänge, die zugrundeliegenden regulativen Mechanismen und

seine Störungen. Hieraus werden sich für die Zukunft zunehmend kausale

Therapieansätze ergeben [153].

Ziel der Arbeit war es, die differentielle Genexpression in osteoblastären Zellen

unter modifizierten Umgebungsbedingungen mit einem Screeningverfahren, als

Ausgangsbasis für spätere systematische Untersuchungen zum

Knochenstoffwechsel nachzuweisen.
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1.2. Funktion des Knochens

Knochen gehört zu den dynamischen Geweben und erfüllt eine Vielzahl von

Funktionen. Zu den mechanischen Aufgaben des Knochens zählt der Schutz der

inneren Organe und sowie die Stützfunktion des Skeletts. Durch Übertragung von

Kräften von den Weichteilen (Nerven, Muskeln, Sehnen, Bänder) auf das Skelett

wird die Fortbewegung des Individuums gewährleistet [155]. Im Knochen selber

befinden sich das blutbildende Knochenmark, sowie ein Speicher für Calcium,

Magnesium und Phosphat. Insgesamt bilden Spongiosa und das Canaliculi-Netz

eine Ionenaustauschfläche von 250m2, die wiederum den

Regulationsmechanismen verschiedener Organe (Epithelkörperchen, Nieren,

Darm) unterworfen ist [82, 181].

1.3. Zusammensetzung des Knochens

Das Knochengewebe setzt sich aus Mineralien, Kollagen, Wasser,

nichtkollagenen Proteinen, Lipiden, Gefäßen und Zellen zusammen [14]. Die

einzelnen Komponenten sind dabei in einer Struktur angeordnet, die von der

makroskopischen bis in die molekulare Dimension reicht und dem Verbundbau

von Stahlbeton ähnelt [90]. Der ursprünglich bei der desmalen und chondralen

Ossifikation angelegte Knochen hat einen histologisch ungeordneten Aufbau und

wird deswegen als Faserknochen bezeichnet. Durch Umbauprozesse entsteht

Lamellenknochen, der als kleinste Einheit das Osteon (Zentrales Blutgefäß

umgeben von konzentrisch geschichteten Speziallamellen) besitzt. Die

Verschachtelung aus vielen winzigen Lamellen nennt man den Breccienbau des

Knochens (breccia = Felsgestein; geologischer Begriff für ein bröckeliges, durch

Kittsubstanz zusammengehaltenes Gestein) [186].
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1.4. Knochenumbau

Die Spongiosa ist die wichtigste Struktur des Knochens für den Erhalt der

mechanischen Funktion. Die Aufrechterhaltung einer funktionsfähigen Struktur ist

das Ergebnis zellulärer Grundmechanismen, die wiederum einer Vielzahl an

mechanischen, metabolischen und endokrinen Einflüssen unterliegen [84].

Tab. 1: Regulationsmechanismen des Spongiosaumbaus modifiziert nach Delling 1997

1.4.1. Modelling

Während des Längenwachstums erfolgt die Anlagerung von Osteoid an die

Wachstumsfuge durch Osteoblasten. Osteoklasten sind an anderen Abschnitten

ohne Kopplung zu anderen Knochenzellen aktiv. Typische Modellingprozesse

sind das Längenwachstum, die Zunahme der Dicke von langen Röhrenknochen

während des Wachstums und die Größenzunahme der Schädelknochen in der

Wachstumsphase [17].

Regulationsmechanismen des Spongiosaumbaus

Modelling

Funktion von Osteoblasten und Osteoklasten ungekoppelt

Remodelling

Funktion von Osteoblasten und Osteoklasten gekoppelt

Perforation

Osteoklastentätigkeit ohne nachfolgende Reparation des Defektes durch 

Osteoblasten

Mikrokallusformation

Reparation von Frakturen einzelner Trabekel durch Kallus

Makrokallus

Reparation von Frakturen eines Skelettabschnittes
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1.4.2. Remodelling

Entsprechend dem „Quantenkonzept“ bilden die basic metabolic units - BMUs –

die kleinste zelluläre Struktureinheit des Knochengewebes. Jede BMU wird mit

einer Phase der osteoklastären Resorption eingeleitet, die sich im Schnitt über 30

Tage erstreckt. Anschließend kommt es zu einer Besiedelung durch mononukleäre

Zellen in den Resorptionslakunen. Wahrscheinlich wird von diesen Zellen eine

Zementlinie angelegt, die durch chemotaktische Reize die Osteoblasten zur

Knochenneubildung anregt. Die Zeitspanne des osteoblastären Knochenanbaus

beträgt circa 60–90 Tage, so dass ein vollständiger Knochenumbauzyklus 90–120

Tage in Anspruch nimmt. Das geregelte Zusammenspiel von Osteoblasten und

Osteoklasten bezeichnet man als coupling.

1.4.3. Perforationen

Die mittlere Durchschnittsbreit eines Trabekels beträgt 120 µm, die Tiefe

normaler Resorptionslakunen ca. 60 µm. Liegen nun zwei Resorptionslakunen

gegenüber oder ist eine Resorptionslakune abnorm tief, kommt es zur

vollständigen Durchtrennung des Trabekels, zur sogenannten Perforation. Den

Osteoblasten fehlt nun ein morphologisches Substrat, um neuen Knochen

anzulegen, es kommt zum uncoupling. Bei skelettgesunden Personen kommt es in

der fünften Lebensdekade zur Häufung solcher Perforationen, wobei die

Trabekelbreite mit zunehmendem Alter nur minimale Veränderungen erfährt.
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1.4.4. Mikrokallusformationen

Ein bisher wenig untersuchtes Phänomen im Knochenumbauprozeß sind

Mikrokallusformationen, die das Ergebnis von Mikrofrakturen zu sein scheinen.

Sie scheinen aber auch in Arealen mit Spannungsspitzen ohne Frakturereignis

aufzutreten. Man geht davon aus, dass unterhalb eines bestimmten

Schwellenwertes (11 % Knochenvolumen im Wirbelkörper) Mikrokallus-

formationen regelhaft auftreten. Bei der renalen Osteopathie z. B. treten

Mikrokallusformationen in einer exzessiven Anzahl auf. Mikrokallus stellt mit

einer lokal begrenzten, überschießenden Knochenneubildung eine der wenigen

bisher bekannten De-novo-Bildung von Trabekeln dar.

1.5. Entwicklung des Knochens

Histogenetisch unterscheidet man zwei Arten von Knochen. Bei der desmalen

Ossifikation entsteht Knochen direkt aus einer bindegewebigen Vorstufe. Auf

diese Weise entsteht beim Menschen der Gesichts- und Schädelknochen [163].

Der Rest des Skeletts wird durch die knöcherne Umformung eines Knorpelskeletts

gebildet, durch die sogenannte endochondrale Ossifikation [25]. Zunächst

wachsen Blutgefäße in den Knorpel ein. Es folgt die Ablagerung von Knochen in

die verkalkende Knorpelsubstanz, die kontinuierlich abgebaut wird [56]. Dieser

Knochen wird auf Somiten zurückgeführt, die multipotenten Stammzellen

enthalten [160].
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1.6. Zellen des Knochens

Die zwei Hauptzelltypen des Knochens sind Osteoblasten, die die organische

Knochengrundsubstanz synthetisieren [105], und Osteoklasten, deren

Hauptaufgabe in der Knochenresorption liegt [83].

Neben der Synthese von Knochengrundsubstanz, nämlich von Kollagenen,

Proteoglykanen und Glykoproteinen, haben Osteoblasten weitere Funktionen.

Anzutreffen sind sie an der Oberfläche von Knochenbälkchen. In der

Synthesephase sind Osteoblasten kubisch bis hochprismatisch, nimmt die

Syntheseaktivität ab, werden sie flach. Sie verfügen über ein gut entwickeltes

Rauhes Endoplasmatisches Retikulum, sowie einen deutlichen Golgiapparat. Sie

besitzen somit alle Anzeichen aktiver, proteinbildender Zellen. Sie produzieren

Typ-I-Kollagen und sezernieren Alkalische Phosphatase [65, 157]. Ferner finden

sich im Zytoplasma PAS-positive Granula, die wahrscheinlich neutrale

Glykoproteine für die Knochengrundsubstanz enthalten. Osteoblasten sind

polarisierte Zellen. Die Abgabe der Syntheseprodukte erfolgt jeweils dort, wo die

Zellen mit der Knochengrundsubstanz in Berührung stehen. Die neugebildete,

noch nicht verkalkte Grundsubstanz, die von den Osteoblasten abgegeben wurde,

wird als Osteoid oder Vorknochen bezeichnet. Die Hauptfunktion der

Osteoblasten ist die Produktion und darauf folgende Mineralisation der

Knochenmatrix [111]. Diese Matrix besteht aus 85 bis 90 % Typ-1-Kollagen. Die

restlichen 10 bis 15 % des gesamten Proteinanteils werden durch nichtkollagene

Proteine gebildet, von denen wiederum der größte Teil von Osteoblasten

synthetisiert wird. Die Aufgabe der meisten nichtkollagenen Proteine ist bisher

unbekannt. Einige von ihnen, wie das Fibronektin und Osteopontin, sind

wahrscheinlich für die Zelladhäsivität verantwortlich. Andere, wie das

Osteonektin und Osteocalcin haben eine große Affinität zu freiem Calcium. Der

Knochenmineralisationsprozeß wird im primitiven fetalen Knochengewebe und

Geflechtknochen durch Matrixvesikel, die von den Osteoblasten abgeschnürt

werden, induziert [15].
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Im reifen lamellären Knochen initiiert die Knochenmatrix selbst die

Mineralisation. Bei der Regulation der Mineralisation spielen nichtkollagene

Proteine eine Rolle, jedoch ist hier Näheres nicht bekannt [170, 189]. Eine weitere

wichtige Funktion der Osteoblasten ist ihre Rolle als zentraler Regulator des

Knochenmetabolismus.

Osteoblasten, aber nicht Osteoklasten besitzen Rezeptoren für die wichtigsten

knochenresorbierenden Hormone wie Parathormon und 1,25-Dihydroxyvitamin

D3. Daneben synthetisieren Osteoblasten eine Vielzahl von Zytokinen, die an der

Regulation von sowohl osteoklastären als auch osteoblastären Aktivitäten beteiligt

sind. Nach Beendigung der Syntheseleistung liegen sie in der Ruhephase auf den

trabekulären Oberflächen des Knochens als sogenannte lining cells. Sie sind in der

Lage auf knochenresorbierende Hormone zu reagieren, indem sie Botenstoffe

sezernieren, die zur Aktivierung von Osteoklasten führen.

Im Knochengewebe eingelagert befinden sich die Osteozyten, die aus den

Osteoblasten hervorgehen und deren Aufgabe die Erhaltung des Knochens ist.

Gehen Osteozyten zugrunde, wird die benachbarte Knochenmatrix abgebaut.

Reife Osteozyten liegen in Schichten angeordnet in verkalkter Grundsubstanz.

Charakteristisch sind die filipodienartigen Fortsätze. Sie befinden sich in feinen

Knochenkanälchen, die radiär von den Knochenhöhlen ausgehen, in denen die

Osteozyten liegen. Die Fortsätze stehen untereinander durch Gap Junctions in

Verbindung, die einen interzellulären Fluß von Ionen und den Transport von

kleinen Molekülen ermöglichen. Die Form der Osteozyten vergrößert die

Zelloberfläche enorm und Stoffe können bis zu 15 Zellen weit transportiert

werden. Man nimmt an, dass sie an der interzellulären Kommunikation der Zellen

teilnehmen, indem sie Druckänderungen und chemische Informationen an die

lining cells weitergeben. Der Zelleib der Osteozyten ist flach und mandelförmig.

Im Vergleich zu den Osteoblasten hat er wenig Rauhes Endoplasmatisches

Retikulum und einen kleinen Golgi-Apparat, was der verminderten

Syntheseleistung der Osteozyten entspricht. Funktionell liegen Osteozyten in zwei

verschiedenen Formen vor, als osteoblastische und osteolytische Osteozyten.
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Osteoblastische Osteozyten enthalten protein- und glykoproteingebundenes

Calciumphosphat und dienen der Erhaltung der vorhandenen Grundsubstanz.

Osteolytische Osteozyten enthalten viele Lysosomen und finden sich vor allem in

den tiefen Lagen der Knochensubstanz. Durch ihre Fähigkeit Hartsubstanz

abzubauen, kann Calcium aus Knochen freigesetzt werden [53, 129].

Der Ursprung der Osteoblasten ist eine multipotente Stammzelle, die sich in eine

Vielzahl von Zelllinien in Knochen und Knochenmark differenzieren kann [4, 22,

26]. Neben der Entwicklung in Chondrozyten über Prächondroblasten und

Chondroblasten differenziert sich die multipotente Stammzelle über osteogene

Progenitorzellen, Präosteoblasten, Osteoblasten weiter in Osteozyten und

osteoblastische lining cells [28, 144]. Vorläuferzellen sind mesenchymaler

Herkunft und liegen in der Nähe der äußeren und inneren Knochenoberfläche

sowie den Havers-Kanälen [7]. Histologisch sind Vorläuferzellen relativ

undifferenziert. Sie sind spindelförmig und haben nur wenig rauhes

Endoplasmatisches Retikulum, sowie einen spärlich entwickelten Golgiapparat.

Vorläuferzellen sind währens des Knochenwachstums aktiv. Später werden sie

z.B. bei Knochenbrüchen wieder aktiviert. Untersuchungen mit radioaktiv

markierten Substanzen (3H-Thymidin) bei jungen Ratten, deren  Knochenzellen

schnell proliferieren, geben Aufschluß über die Beziehung von Osteoblasten und

Osteozyten [150]: Osteoblasten gehen gehen aus Knochenstammzellen, die leicht

differenzierten Mesenchymzellen entsprechen, hervor. Die Generationszeit beträgt

für Knochenstammzellen etwa 36 Stunden. Einige der neu gebildeten Zellen

wandeln sich in Osteoblasten um. Hierfür sind mindestens 9 Stunden erforderlich.

Weder Osteoblasten noch Osteozyten sind teilungsfähig. Die meisten

Osteoblasten werden zu Osteozyten. Einige bleiben Osteoblasten, einige gehen

zugrunde und weitere werden offenbar wieder zu Vorläuferzellen. Osteozyten

können lange Zeit Osteozyten bleiben, mindestens jedoch 50 Stunden. Wird

Grundsubstanz zerstört, z.B. im Rahmen des Knochenumbaus, können auch sie

wieder zu Vorläuferzellen werden [195].

Osteoklasten sind große, bewegliche Zellen, die 50 oder mehr Zellkerne enthalten

können. Sie entstehen durch Fusion aus mononukleären Vorläuferzellen des
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Makrophagensystems [185]. Osteoklasten sind mobil, sie heften sich mit einer

ringförmigen Außenzone am Knochengewebe an (clean zone) und lösen mit Hilfe

des Bürstensaumes die Knochensubstanz und bauen sie ab [35]. Beeindruckend ist

die Tatsache, dass ein Osteoklast pro Zeiteinheit in der Lage ist, die gleiche

Menge Knochen abzubauen, die von 100-150 Osteoblasten aufgebaut wurde.

Dabei geht aus Studien hervor, dass Osteoblasten in der Lage sind, Osteoklasten

in Anwesenheit von Parathormon oder Vitamin D3 zu aktivieren und die

Osteoklastendifferenzierung zu regulieren [136, 187].

1.7. Gewebereparatur

Die Reparatur und Regeneration von Gewebe erfordert Zellproliferation und die

Produktion von neuer Matrix, um die nicht beschädigten Gewebeanteile zu

überbrücken. Die Zellen, von denen die Reparatur ausgeht, können vor Ort  und

ausdifferenziert sein. Osteoblasten können in der Lage sein, kurze Gewebedefekte

zu überbrücken, wie z.B. in stabilen, nicht dislozierten Frakturen. Für die

Reparatur der meisten Frakturen sind jedoch wesentlich komplexere Interaktionen

zwischen Osteoblasten, Chondrozyten und Endothelzellen erforderlich [210]. Die

Frakturheilung umfasst die Chemotaxis von mesenchymalen Stammzellen,

Proliferation und Differenzierung von knochenbildenen Zellen, die Synthese von

Extrazellularmatrix, Kallusformation und remodelling. Dieser Prozess wird durch

Signale reguliert und kontrolliert, die ihre Wirkung über eine Kaskade von

molekularen Ereignissen ausüben, wie Biosynthese, Sekretion, Aktivierung,

Transport, Signaltransduktion und Genexpression. Die molekularen Ereignisse

werden wiederum von zahlreichen Faktoren, wie Blutzufuhr, mechanischen

Reizen, extra- und intrazellulären Umgebungsbedingungen usw. beeinflusst [105].

An der Induktion der Geweberegeneration sind unter anderem auch

Polypeptidwachstumsfaktoren wie die Knochenmorphogenese-Proteine beteiligt.

Da sie in tierexperimentellen Untersuchungen die Knochenneubildung in

Knochendefekten induzieren konnten und die verschiedenen Isoformen
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gentechnisch in größeren Mengen hergestellt werden können, erhofft man sich

eine breite klinische Anwendung, um die heute immer noch aufwendigen

knöchernen Rekonstruktionen zu vereinfachen [30, 97]. Bislang spielen die

biologischen Knochenheilungs- und Regenerationsverfahren keine große klinische

Rolle, da sie die Qualität der Knocheninduktion, wie sie durch Segmenttransport

oder Kallusdistraktion erzielt wird, nicht erreicht haben [89, 196].
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2. Ziel der Arbeit

Traumatische, degenerative und entzündliche Schädigungen des Knochens sind

ein klinisch relevantes Problem. Die ursächliche Behandlung der Erkrankungen

setzt tiefgehende biologische Kentnisse der Knochenbiologie voraus.

Das Zusammenspiel von zellulären, extrazellulären, biochemischen und

biomechanischen Vorgängen ist weitgehend nur im Ansatz verstanden [115, 150].

Um einen tieferen Einblick in die physiologischen Bedingungen und

pathologischen Veränderungen des Knochenstoffwechsels zu gewinnen, ist eine

Screening-Untersuchung notwendig. Die transkriptionelle Regulation der

Genexpression ist dabei gut für eine Screening-Untersuchung geeignet [100].

Das Verstehen des Gleichgewichts im Knochenstoffwechsel beruht auf der

Charakterisierung der Genexpression, die die Entstehung und Resorption des

Knochens kontrolliert [133, 165, 174].

Mit der vorliegenden Arbeit sollte ein Screening der m-RNA-Genexpression von

humanen Knochenzellen unter unterschiedlichen Bedingungen erfolgen:

1. Darstellung morphologischer Unterschiede von humanen Knochenzellen in

verschiedenen Differenzierungsgraden

2. Darstellung von Unterschieden in der differentiellen Expression und

Regulation der Zellen mittels der RNA-Arbitrarily Primed-PCR als

Screeningverfahren

3. Darstellung von Unterschieden in der differentiellen Expression und

Regulation spezifischer Gene mittels der spezifischen Reverse Transkription-

PCR
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3. Material und Methoden

3.1. Material

3.1.1. Chemikalien und Ausrüstung

Alle Chemikalien wurden, sofern im Text nicht anders vermerkt, von der Firma

Boehringer Ingelheim Biotechnologie, Heidelberg, bezogen. Steriles

Plastikmaterial für Zellkulturen sowie Vitamin C und ß-Glycerophosphat

stammten von der Firma Greiner Labortechnik, Frickenhausen. DMEM Medium,

FCS, Trypsin, Glutamin, Penicillin und Streptomycin stammten von der Firma

Gibco-BRL, Karlsruhe, Vitamin D3 von ICN, Aurora, OH, USA, Hepes-

Pufferlösung und Natriumbikarbonat von der Firma Biochrom KG Seromed,

Berlin.

Taq DNA Polymerase und Rneasy RNA Isolation Kits wurden von Quiagen,

Hilden, bezogen. Hexanucleotid Primer, Moloney Murine Leukaemia Virus (M-

MLV) Reverse Transkriptase, 2`-deoxynucleoside 5`-triphosphate (dNTPs) Set

und DNA Größenmarker stammten von Boehringer Mannheim, Mannheim.

Agarose stammte von der Firma Roth, Karlsruhe.

Folgende Ausrüstung wurde benutzt:

Zellen wurden in einem Stericult 200 Inkubator kultiviert. PCR Reaktionen

wurden in einem PTC-100 Thermocycler von MJ Research Inc., Watertown,

Mass., USA, durchgeführt. Gelelektrophoresekammern stammten von Biorad,

Hercules, CA, USA und Power Units von der Firma Pharmacia LBK, Freiburg.

Die radiologische Untersuchung der Zellen wurde mit einem Mammomat 300,

Siemens, München durchgeführt.
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3.1.2. Zelllinie und Primäre Zellkultur

Die humane osteoblastenähnliche Osteosarkomzelllinie SaOS 2 stammten von der

American Type Culture Collection (ATCC), Manassas, VA, USA.

Primäre humane Osteoblasten wurden aus Spongiosa von Hüftköpfen gewonnen.

Verwendet wurden ausschließlich Hüftköpfe von Patienten, die einen

Hüftgelenksersatz durch Totalendoprothese erhalten haben.

3.1.3. Puffer und Lösungen

Folgende Standardpuffer wurden benutzt:

TE (pH 8,0) : 10mM Tris (pH 8,0), 1mM EDTA (pH 8,0)

TAE (pH 8,0) : 40mM Tris-Acetat, 2mM EDTA (pH 8,5)

TBE : 89nM Tris, 89mM Borsäure, 0,2mM EDTA

PBS (pH 7,4) : 137mM NaCl, 2,7mM KCl, 4,3 mM Na2HPO4, 

1,4mM KH2PO4

DNA-Ladepuffer : 50 % Glycin, 0,025 % Bromphenolblau,

0,025 % Xylen-Cyanol (nicht-denaturierend)

DNA-Ladepuffer: 0.1 % Bromphenolblau, 0,1 % Xylen-Cyanol,

10 mM EDTA, in (denaturierendem) Formamid

3.1.4. Polymerasekettenreaktion-Primer

Ausser den arbiträren Primern wurden alle in der Tabelle aufgelisteten

Oligonucleotide bei spezifischen Anlagerungstemperaturen in die PCR eingesetzt.

Alle Primer wurden von der Firma MWG-Biotech, Ebersberg, hergestellt.
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Name Lokus L T Z Sequenz sense
Sequenz antisense

ßActin ß-Actin 180 58 24 CTTGATGAGGTAGTCAGTCCAGGTCC
TATCCAGGCTGTTGCTATCCCTGTAC

HPontin Osteopontin 243 59 32 AGCAGGAGGAGGCAG
GATGGGTCAGGGTTTAGC

HNectin Osteonectin 184 54 30 CACACGATGTTGTCAAGGATG
GGTAAAGGAGGAAATGGTGAT

HCalcin Osteocalcin 228 58 30 AGCGAGGTAGTGAAGAGACCC
CCTGGAGAGGAGCAGAACTG

HAlkPhos Alkalische
Phosphatase

300 50 27 AGAAAGAGAAAGACCCCAAGTA
TTCACCCCACACAGGTAG

HCol1 Kollagen I 159 54 32 CCCAAGGACAAGAGGCAT
GCAGTGGTAGGTGATGTTCTG

HCol2a2 Kollagen II 126 57 32 GCTGGAAAACCTGGAAAAGC
GCCTGGATAACCTCTGTGACC

HCol3 Kollagen III 229 54 32 GGGTCCTACTGGTCCTATTGG
GCCTCCTTCACCTTTCTCAC

HBmp7 Bone Morpho-
Genetic Protein 7

198 56 32 ATGCCATCTCCGTCCTCTAC
AGGGGAAGGTCTCACAAAAG

HBmp8 Bone Morpho-
Genetic Protein 8

185 56 32 AGCCGAAGAAAAGCAACG
CTCCCCCTCACAGTAATAGGC

HIGFR-1 Insulin Growth
Factor Rezeptor 1

248 59 32 ACTACGCCCTGGTCATCTTC
GGTGGTCTTCTCACACATCG

HTAN1 Notch 1 177 56 32 GCACTGCGAGGTCAACAC
AGGCACTTGGCACCATTC

HNotch2 Notch 2 182 53 32 TGGTTCAGAGAAAACATACA
TCCACTTCATACTCACAGTTGA

HNotch3 Notch 3 164 56 32 GGAGGGAGAAGCCAAGTC
GGGAAAAAGGCAATAGGC

HNotch4 Notch 4 176 56 32 TTCGGGACTTCTGTTCAGC
GGTGTTATGGCAGGAGGT

HHairy Human
Hairy

213 58 30 GGCTCACTTTCCTTTCTTGC
AATGCCTCTCACAACCACG

OPN 21 Arbiträr variabel ACCAGGGGCA

OPN 25 Arbiträr variabel GGGGCACCAG

OPN 27 Arbiträr variabel GGCACCAGGG

IUC 1A Arbiträr variabel ACGAAGAAGAG

Tab. 2: Name = Name des Oligonukleotids
Lokus = Bezeichnung
L = Länge des PCR-Fragments
T = Anlagerungstemperatur
Z = Länge des Oligonukleotids
Sequenz = Nukleotidsequenz, sense/antisense=Orientierung
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3.2. Methoden

3.2.1. Materialgewinnung

3.2.1.1. Zellkultur

Die Zelllinie SaOS 2 wurde als Monolayer in DMEM mit 10 % FCS, 2 mM L-

Glutamin, Penicillin (100U/ml) und Streptomycin (100µg/ml) kultiviert.

Mit primären humanen Osteoblasten wurde ebenso verfahren, jedoch erhielten sie

zusätzlich Vitamin C (50µg/ml). Alle Zellen wurden bei 37°C in 5 % CO2

kultiviert.

Der Zeitpunkt der Zellpassage  wurde sowohl für die Zelllinie als auch für die

Primärkultur  anhand des Zellwachstums abgeschätzt. Nach der ersten Passage

wurden die Zellen in 30 % Dichte ausgesät und nach Erreichen einer Konfluenz

von 70 % subkultiviert.

3.2.1.2. Primäre Zellkultur

Aus den unter 3.1. erwähnten Hüftköpfen wurde Spongiosa gewonnen.

Die gereinigten Spongiosabälkchen wurden für 10 Tage in dem unter 3.2.2.

genanntem Medium in 6 cm Petrischalen belassen. Danach wurde das

Knochenmaterial entfernt. Nachdem die Zellen 70 % Konfluenz erreicht hatten,

wurden sie subkultiviert.

Ein Teil der Zellen wurde auf Objektträger ausgesät und es wurde die unter 3.2.4.

beschriebene Färbung durchgeführt.
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3.2.2. Behandlung der Zellen

Um Experimente durchzuführen, wurden alle Zellen innerhalb der zweiten

Passage in 2 cm große Zellkulturplatten ausgesät. Innerhalb von 2 bis 3 Tagen

erreichten die Zellen Konfluenz. Standardkulturbedingungen wurden beibehalten,

indem über 28 Tage alle 24 Stunden ein Mediumwechsel mit unten

beschriebenem Wachstumsmedium erfolgte. An Versuchstag 0, 2, 7, 14 und 28

wurde RNA extrahiert (siehe 3.2.6.).

Wachstumsmedium 1 Kontrollmedium 1.1 Kontrollmedium 1.2

SaOS-2

Primäre Humane
Osteoblasten

DMEM-Medium,
10 % Fötales Kälber-
serum (FCS),
1 % L-Glutamin,
1 %
Penicillin/Streptomycin
(P/S),
10-7 M Dexamethason
gelöst in 5µl/ml EtOH

DMEM-Medium,

10 % FCS,

1 % L-Glutamin,

1 % P/S,

5 µl/ml EtOH

DMEM-Medium,

10 % FCS,

1 % L-Glutamin,

1 % P/S

Tab. 3: Versuchsreihe I mit Dexamethason mit den im den Medien enthaltenen Stoffen

Wachstumsmedium 2 Kontrollmedium 2.1 Kontrollmedium 2.2

SaOS-2

Primäre Humane
Osteoblasten

DMEM-Medium,
10 % Fötales Kälber-
serum (FCS),
1 % L-Glutamin,
1 %
Penicillin/Streptomycin
(P/S),
10-7 M Vitamin D3 gelöst
in 5µl/ml EtOH

DMEM-Medium,

10 % FCS,

1 % L-Glutamin,

1 % P/S,

5 µl/ml EtOH

DMEM-Medium,

10 % FCS,

1 % L-Glutamin,

1 % P/S

Tab. 4: Versuchsreihe II mit Vitamin D3 mit den in den Medien enthaltenen Stoffen

Wachstumsmedium 3 Kontrollmedium 3.1 Kontrollmedium 3.2

SaOS-2

Primäre Humane
Osteoblasten

DMEM-Medium,
10 % Fötales Kälber-
serum (FCS),
1 % L-Glutamin,
2 mM NaHCO3,
10 mM HEPES,
0,25 mM Vitamin C,
10 mM
ß-Glycerophosphat

DMEM-Medium,

10 % FCS,

1 % L-Glutamin,

2 mM NaHCO3,

10 mM HEPES,

0,25 mM Vitamin C

DMEM-Medium,

10 % FCS,

1 % L-Glutamin,

2 mM NaHCO3,

10 mM HEPES,

10 mM
ß-Glycerophosphat

Tab. 5: Versuchsreihe III mit Vitamin C  und ß-Glycerophosphat mit den in den Medien
enthaltenen Stoffen
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Ein Teil der Zellen wurde unter gleichen Versuchsbedingungen auf Objektträgern

mitgeführt, wobei nach 28 Tagen eine unter 3.2.3. beschriebene Histologie zum

Kalknachweis erfolgte.

3.2.3. Von-Kossa-Färbung

Nach einem Waschschritt mit eiskaltem PBS wurden die Zellen für 20 min. mit

eiskaltem Ethanol auf den Objektträgern fixiert. Nachfolgend wurden sie für 60

min. in 5 % Silbernitratlösung inkubiert, einige min. in 1 %

Pyrogallussäurelösung eingelegt und 5 min. mit 5 % Natriumthiosulfat fixiert. Die

Gegenfärbung erfolgte mit Kernechtrot (2,7 mM Kernechtrot gelöst in 5 %

Aluminiumsulfatlösung).

3.2.4. Alkalische Phosphatase Enzymreaktion

25 mg Naphtol Alkalische Phosphatase Phosphat wurden in 0,5 ml

Dimethylformamid gelöst und mit 50 ml Tris-HCl-Puffer gemischt. 50 mg

Diazoniumsalz wurden zugemischt, und die Lösung wurde anschließend filtriert.

Die auf Objektträgern ausgesäten humanen Osteoblasten wurden für 10 min. in

eiskaltem Methanol fixiert und anschließend mit PBS gespült. Die Inkubation mit

dem oben beschriebenen Medium erfolgte für 5-60 min. bei Raumtemperatur bis

zur Entwicklung des sichtbaren Reaktionsproduktes. Die Inkubation wurde durch

sorfältiges Spülen mit destilliertem Wasser beendet.

3.2.5. Radiologische Untersuchung

Sämtliche Zellkulturen wurden an Kulturtag 28 durchleuchtet. Die Untersuchung

wurde mit 20 KV, 10 mAS durchgeführt. Belichtet wurde auf handelsüblichem

Mammographiefilm.
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3.2.6. Extraktion der Ribonucleinsäuren

Die Isolation der Ribonucleinsäuren (RNA) wurde mit einem  Rneasy-Kit nach

Protokoll des Herstellers durchgeführt. Alle Arbeitsschritte erfolgten mit RNAse-

freien Materialien und Lösungen. Nach einem Waschschritt der

Monolayerkulturen mit PBS wurden die Zellen unter hoch denaturierenden

Bedingungen lysiert und in einem hochkonzentrierten Salz-Puffersystem

verdünnt. Anschließend wurden die Proben auf eine Waschsäule gegeben, über

dessen Membran in den folgenden Waschschritten Gesamt-RNA gebunden

wurde. Die RNA wurde in DEPC behandelten Wasser aufgenommen und bei

-80°C aufbewahrt. Zur quantitativen und qualitativen Überprüfung der Proben

wurde ein unter 3.2.8.1.1. beschriebenes Agarosegel angefertigt.

3.2.7. Polymerasekettenreaktion

3.2.7.1. Synthese der komplementären DNA

Für die Erststrangsynthese der komplementären DNA (cDNA) wurden 250 ng der

Gesamt-RNA eingesetzt. Zunächst wurde die RNA zur Auflösung der

Sekundärstrukturen denaturiert (10 min., 70°C). Die Anlagerungsreaktion wurde

mit zufällig generierten Hexamer-Oligonucleotiden in Reaktionspuffer (50 mM

Tris-HCl pH 8,3, 75 mM KCl , 3 mM MgCl2, 0,5 µl random hexamers, 5 mM

dNTP`s, 10 mM DTT und DEPC behandeltem Wasser) in einem Volumen von 20

µl 10 min. bei Raumtemperatur durchgeführt. Die Strangverlängerungsreaktion

erfolgte durch Zugabe von 100 U MMLV Reverser Transkriptase (120 min.,

37°C), und wurde durch anschließende Erhitzung (5 min., 95°C) beendet. Die

Zweitstrangsynthese wurde im initialen Zyklus der unter 3.2.7.2. beschriebenen

Polymerasekettenreaktion durchgeführt.
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3.2.7.2. Reverse Transkription Polymerasekettenreaktion (RT-PCR)

Die Polymerasekettenreaktion fand in einem Reaktionsgemisch, das 2,5 µl des

Erststranges, 0,3 µM Primer, 10 mM Tris-HCl, 75 mM KCl, 1,5 mM MgCl2,

200 µM dNTP`s und 1 U taq Polymerase enthielt, in jeweils 50 µl Volumen statt.

Zunächst erfolgte die Denaturierung der DNA (5 min., 95°C), anschließend die

PCR (1 min., 94°C, 1 min. bei spezifischer Anlagerungstemperatur, 2 min. 72°C,

x Zyklen), gefolgt von einem abschließenden Zyklus der Strangverlängerung

(5 min., 72°C). Zykluszahl und Anlagerungstemperatur richteten sich nach den

Oligonucleotiden (siehe Tab. 2) und wurden jeweils empirisch ermittelt.

3.2.7.3. RNA-Arbitrarily-Primed Polymerasekettenreaktion (RAP-PCR)

Die Erststrangsynthese erfolgte in Abwandlung der Reaktionsbedingungen wie

unter 4.2.7.1. beschrieben mit 2,5 µM Oligonucleotidprimern. RNA wurde in zwei

verschiedenen Konzentrationen (150 ng und 200 ng) eingesetzt. Nachfolgend

wurden 20 µl PCR-Puffer (30 mM Tris-HCl, 50 mM KCl, 1,5 mM MgCl2, 0,1 %

Triton X-100, 0,8 mM dNTP`s, 1,5 µM Oligonucleotidprimer und 2,5 U taq-

Polymerase) zugegeben, und die PCR mit einem Zyklus niedrieger Stringenz

(5 min. 94°C, 5 min. 40°C, 5 min. 72°C), gefolgt von 34 Zyklen hoher Stringenz

(1 min. 94°C, 1 min. 58°C, 1:30 min. 72°C) durchgeführt. Um

Primerkombinationen zu erhalten, wurde der zweite Primer dem PCR-Puffer nach

der Erststrangsynthese zugegeben.

3.2.8. Elektrophorese

3.2.8.1. Agarosegelelektrophorese

2 µl RNA wurden zusammen mit Ladepuffer auf ein 0,5-1,0 %iges Agarosegel

aufgetragen. Die Auftrennung erfolgte bei maximal 10 V/cm in 1xTAE. Vor

Sichtbarmachung und Dokumentation der Nucleinsäuren wurde das Agarosegel in

0,01 % EtBr 5 min. gefärbt und der Überschuß 30 min. in destilliertem Wasser

ausgewaschen.
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3.2.8.2. Polyacrylamidgelelektrophorese und Silberfärbung

10 µl PCR-Produkt der semiquantitativen PCR wurde mit 2 µl Ladepuffer (nicht-

denaturierend) auf ein nicht-denaturierendes Polyacrylamidgel (12,5 %)

aufgetragen und für 1 Std. bei 125 V aufgetrennt.

3 µl Probe der RAP-PCR wurde mit 3 µl Ladepuffer (denaturierend) versetzt und

bei 2000 V für 3 Std. auf einem denaturierenden Polyacryamidgel (6,7 %

Polyacrylamid: Bis-Acrylamid (19:1)) elektrophoretisch getrennt.

Die visuelle Darstellung der PCR-Fragmente erfolgte mit einer modifizierten

Silberfärbung. Dazu wurden die Gele 5 min. in 10 % Ethanol fixiert, 3 min. in

1 % Salpetersäure oxidiert, 20 min. in 0,012 M Silbernitrat inkubiert und in einer

Lösung aus 0,28 M Natriumcarbonat und 0,019 % Formalin reduziert, bis Banden

sichtbar wurden. Die Reaktion wurde mit 10 % Eisessig für 2 min. beendet und

die Gele für 2 min. in destilliertes Wasser überführt, bevor sie auf Whatman-

Papier getrocknet wurden. Die Fragmentgröße der PCR-Produkte wurde durch

den Vergleich mit einem Standard-Größenmarker ermittelt.
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4. Ergebnisse

4.1. Zellmorphologie und Wachstumsverhalten

4.1.1. SaOS2-Zellen

Die Zellzahlverdopplungszeit der humanen osteoblastenähnlichen SaOS2-Zellen

betrug durchschnittlich 32 Stunden. Zellen, die in unsupplementierten Medium

wuchsen, zeigten einen fibroblastenartigen Phänotyp. Mit zunehmender

Kulturdauer formten die Zellen einen Multilayer und nahmen eine eher

polygonale Form an. Wie bei den primären humanen Osteoblasten nahm die

Proliferationsrate unter Dexamethason deulich ab. Unter Vitamin D3-Behandlung

konnte kein Unterschied zu den Kontrollzellen beobachtet werden.

SaOS2-Zellen mit ß-Glycerophospat zeigten in postkonfluenten Kulturen eine

deutliche Abnahme der Proliferationsrate, nicht jedoch in proliferierenden

Kulturen. Bei den mit Vitamin C und ß-Glycerophophat behandelten Zellen

konnten ab dem 24.-26. Kulturtag kleine knötchenförmige Formationen

beobachtet werden, die sich in der von-Kossa-Färbung und den durchgeführten

Röntgenuntersuchungen als Kalkformationen nachweisen ließen (siehe Tab. 6).

Abb. 1: Konfluente SaOS2-Zellen unter Dexamethson-Behandlung
mit fibroblastenartigem, spindelzellförmigem Aussehen
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Abb. 2: Konfluente SaOS2-Zellen unter Vitamin D3-Behandlung

Abb. 3: SaOS2-Zellen unter Vitamin C und ß-Glycerophosphat-Behandlung
mit polygonalen, knötchenformenden Zellen

Abb. 4: Positive von-Kossa-Färbung von kalzifierenden SaOS2-Zellen
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Abb. 5: Röntgenuntersuchung von SaOS2-Zellen mit spritzerförmigem,
röntgendichtem Kalknachweis

4.1.2. Primäre Humane Osteoblasten

Durch das Auswachsenlassen der Osteoblasten aus gereingten Spongiosabälkchen

konnten Zellen mit einer Vitalität von über 90 % gewonnen werden. Die

Zellzahlverdopplungszeit betrug durchschnittlich 72 Stunden. In der

Lichtmikroskopie zeigten frisch isolierte Osteoblasten eine polygonale Form mit

langen Zytoplasmafortsätzen. Mit zunehmender Kulturdauer wiesen die Zellen

einen fibroblastenartigen Phänotyp auf. Die Identifikation der primären humanen

Osteoblasten erfolgte mit der unter 3.2.4. beschriebenen Enzymreaktion für

Alkalische Phosphatase (Daten nicht gezeigt). Die mit Dexamethason behandelten

Osteoblasten zeigten eine deutlich niedrigere Proliferationsrate gegenüber den

Kontrollzellen. Unter Vitamin D3-Stimulation konnte kein Unterschied zu den

Kontrollen beobachtet werden. Osteoblasten, die einer Behandlung mit Vitamin C

und ß-Glycerophosphat unterzogen wurden, begannen am 2.- 4. Tag in Kultur

abzuschwimmen. Spätestens am 6. Kulturtag waren alle Zellen avital. Unter

alleiniger ß-Glycerophosphat-Stimulation trat der Effekt durchschnittlich 1 – 2

Tage früher auf. Die mit Vitamin C behandelten Kontrollen zeigten keine

Veränderungen (siehe Tab. 6). Letzlich wurde die Versuchsreihe in den

molekularbiologischen Untersuchungen nicht berücksichtigt.
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Abb. 6: Humane Osteoblasten unter Dexamethason mit spindelförmigem
Zellleib

Abb. 7: Humane Osteoblasten unter Vitamin D3 mit fibroblastenartigem
Aussehen

SaOS2-Zellen Humane Osteoblasten

Dexamethason Abnahme der
Proliferationsrate

Abnahme der
Proliferationsrate

Vitamin D3 Keine Veränderung
gegenüber den Kontrollen

Keine Veränderung
gegenüber den Kontrollen

Vitamin C und
ß-Glycerophosphat

Kleine Kalkformationen
ab dem 24.-26. Kulturtag

Absterben der Zellen ab
dem 3. Kulturtag

Tab. 6: Zusammenfassung der morphologischen Veränderungen der Zellkulturen nach
Zugabe der beschriebenen Substanzen
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4.2. Molekularbiologische Untersuchungen

4.2.1. RNA-AP-PCR

Die RNA-AP-PCR wurde als Screeningverfahren zum Nachweis von

unterschiedlichen Expressionsmustern der  Zellen in verschiedenen Wachstums-

und Differenzierungsstadien eingesetzt. In mehreren Experimenten konnte unter

Verwendung verschiedener arbiträrer Primer und Primerkonzentrationen kein

eindeutiger Unterschied zwischen den Zellen nachgewiesen werden.

   K        2        7        14     28

- 517 bp
- 506 bp

- 396 bp

- 344 bp

- 298 bp

Abb. 8:Beispiel eines PAA-Gels
Mit RAP-Produkten: SaOS2-Zellen
Unter Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0,
2=Tag 2,
7=Tag 7,
14=Tag 14
28=Tag 28,
jeweils 150ng/200ng RNA
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4.2.2. Spezifische RT-PCR

4.2.2.1. Qualitätskontrolle mit ß-Actin

Als positive Expressionskontrolle wurde die Expression des Haushaltsgens ß-

Actin in allen Experimenten als Kontrolle überprüft. Die ß-Actin-m-RNA-

Expression der verschiedenen Zellen war jeweils gleich stark.

     K       2          7          14        28

- 180 bp

Abb. 9: ß-Actin, SaOS2-Zellen
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.2. Matrix Proteine

4.2.2.2.1. Alkalische Phosphatase

4.2.2.2.1.1. SaOS2-Zellen

Das Alkalische Phosphatase-Gen wurde von SaOS2-Zellen stark exprimiert.

Unter Vitamin C und ß-Glycerophosphat veränderte sich die Expression nicht.

Unter Dexamethason fanden sich geringe Unterschiede in der Expressionsstärke

wie unter Vitamin D3.

    K       2          7          14        28

- 300 bp

Abb. 10: Alkalische Phosphatase,  SaOS2-Zellen,
Vitamin C und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 300 bp

Abb. 11: Alkalische Phosphatase,  SaOS2-Zellen,
Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 300 bp

Abb. 12: Alkalische Phosphatase,  SaOS2-Zellen,
Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.2.1.2. Osteoblasten

In der Gruppe der mit Dexamethason stimulierten Zellen ließ sich eine

Hochregulation der Alkalischen Phophatase-m-RNA nachweisen, ebenso in den

Kontrollgruppen. Unter Vitamin D3 dagegen fand sich eine Abnahme der

Bandenstärke.

    K       2          7          14         28

- 300 bp

Abb. 13: Alkalische Phosphatase, Osteoblasten,
Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 300 bp

Abb. 14: Alkalische Phosphatase, Osteoblasten,
Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.2.2. Osteonectin

4.2.2.2.2.1. SaOS2-Zellen

Für Osteonectin ließ sich eine schwache Genexpression nachweisen. Unter

alleiniger Vitamin C-Stimulation wurde das Gen an Tag 28 nicht mehr exprimiert,

unter Phosphat-Stimulation fanden sich keine Banden.

Unter Stimulation mit beiden Substanzen konnte eine deutlich erhöhte Expression

an Kulturtag 14 und 28 nachgewiesen werden.

In der Versuchsreihe mit Dexamethason und Vitamin D3 zeigten sich quantitative

Expressionsunterschiede, die nicht von Zeitdauer oder Substanzzusatz abhängig

waren.

    K       2          7          14         28

- 184 bp

Abb. 15: Osteonectin, SaOS2-Zellen, Vitamin C
und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 184 bp

Abb. 16: Osteonectin, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 184 bp

Abb. 17: Osteonectin, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.2.2.2. Osteoblasten

Das Osteonectin-Gen wurde von Osteoblasten exprimiert, jedoch zeigten sich

keine Unterschiede in der Expressionsstärke.

    K       2          7          14        28

- 184 bp

Abb. 18: Osteonectin, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28



4. Ergebnisse

40

    K       2          7          14        28

- 184 bp

Abb. 19: Osteonectin, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.2.3. Osteopontin

4.2.2.2.3.1. SaOS2-Zellen

Eine basale Expression des Osteopontin-Gens konnte nicht nachgewiesen werden.

Eine schwache Expression des Gens fand sich an Kulturtag 14 und 28 unter

Vitamin C und ß-Glycerophosphat. Deutlich schwächer zeigte sich diese

Expression auch in der ß-Glycerophosphat-Kontrolle.

Unter Dexamethason und Vitamin D3-Stimulation wurde Osteopontin nicht

exprimiert.

    K       2          7        14         28

- 243 bp

Abb. 20: Osteopontin, SaOS2-Zellen, Vitamin C
und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.2.3.2. Osteoblasten

Die Genexpression von Osteopontin konnte an humanen Osteoblasten nicht

nachgewiesen werden.
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4.2.2.2.4. Osteocalcin

4.2.2.2.4.1. SaOS2-Zellen

In SaOS2-Zellen fand sich keine basale Expression des Osteocalcin-Gens.

Unter Vitamin C und ß-Glycerophosphat-Stimulation war die Expression an Tag 2

am höchsten und im Verlauf abnehmend.

Unter Stimulation mit Dexamethason fand sich eine schwache Expression, unter

Vitamin D3 nahm die Expressionsstärke in Abhängigkeit der Kulturdauer zu.

    K       2          7          14         28

- 228 bp

Abb. 21: Osteocalcin, SaOS2-Zellen, Vitamin C
und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 228 bp

Abb. 22: Osteocalcin, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 228 bp

Abb. 23: Osteocalcin, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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4.2.2.2.4.2. Osteoblasten

In Osteoblasten zeigten sich Unterschiede in der Expressionsstärke für

Osteocalcin.

    K       2          7          14         28

- 228 bp

Abb. 24: Osteocalcin, Osteoblasten,
Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 228 bp

Abb. 25: Osteocalcin, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.3. Kollagene

4.2.2.3.1. Kollagen Typ I

4.2.2.3.1.1. SaOS2-Zellen

Unter alleiniger Vitamin C-Stimulation fand sich eine Abnahme der

Expressionsstärke  für Kollagen I, die sich unter Stimulation mit Vitamin C und ß-

Glycerophosphat nicht nachweisen ließ.

Unter Dexamethason und Vitamin D3 fand keine Regulation der Expression statt.
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    K       2          7          14         28

- 159 bp

Abb. 26: Kollagen Typ I, SaOS2-Zellen, Vitamin C
und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 159 bp

Abb. 27: Kollagen Typ I, SaOS2-Zellen, Vitamin C
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 159bp

Abb. 28: Kollagen Typ I, SaOS2-Zellen,
Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 159 bp

Abb. 29: Kollagen Typ I, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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4.2.2.3.1.2. Osteoblasten

Unter Dexamethason und Vitamin D3 fand ebenfalls keine Regulation der

Expression statt.

    K       2          7          14         28

- 159 bp

Abb. 30: Kollagen Typ I, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 159 bp

Abb. 31: Kollagen Typ I, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.3.2. Kollagen Typ II

4.2.2.3.2.1. SaOS2-Zellen

Unter Vitamin C und ß-Glycerophophat ließ sich eine schwache, nicht

differentielle Genexpression nachweisen. Unter Dexamethason-Stimulation war

die Genexpression von Kollagen Typ II fast nicht nachweisbar. Unter Stimulation

mit Vitamin D3 wie auch in den Kontrollen fand sich eine Zunahme der

Genexpressionsstärke.
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    K       2          7          14         28

- 126 bp

Abb. 32: Kollagen Typ II, SaOS2-Zellen, Vitamin C
und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 126 bp

Abb. 33: Kollagen Typ II, SaOS2-Zellen,
Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 126 bp

Abb. 34: Kollagen Typ II, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.3.2.2. Osteoblasten

An Osteoblasten konnte eine Expression für das Kollagen Typ II-Gen nicht

nachgewiesen werden.
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4.2.2.3.3. Kollagen Typ III

4.2.2.3.3.1. SaOS2-Zellen

Unter Vitamin C und ß-Glycerophophat-Stimulation ließ sich lediglich in der

Kontrollgruppe mit Vitamin C-Supplementierung eine kräftige Bande an

Kulturtag 28 nachweisen. Ansonsten fand sich nur eine minimale Expression des

Kollagen Typ III-Gens.

Sowohl unter Dexamethason als auch unter Vitamin D3 nahm die

Genexpressionsstärke in Abhängigkeit von der Kulturdauer ab.

    K       2          7          14         28

- 229 bp

Abb. 35: Kollagen Typ III, SaOS2-Zellen, Vitamin C
und ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 229 bp

Abb. 36: Kollagen Typ III, SaOS2-Zellen, Vitamin C
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 229 bp

Abb. 37: Kollagen Typ III, SaOS2-Zellen,
Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 229 bp

Abb. 38: Kollagen Typ III, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.3.3.2. Osteoblasten

Unter Dexamethason und Vitramin D3-Stimulation ließ sich eine differentielle

Genexpression nicht nachweisen.

    K       2          7          14         28

- 229 bp

Abb. 39: Kollagen Typ III, Osteoblasten,
Dexamethason,
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 229 bp

Abb. 40: Kollagen Typ III, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.4. Knochenmorphogenese-Proteine

4.2.2.4.1. Bone Morphogenetic Protein 7 (BMP 7)

4.2.2.4.1.1. SaOS2-Zellen

BMP 7 wurde in SaOS2-Zellen schwach exprimiert. Unter Vitamin C und ß-

Glycerophosphat-Stimulation nahm die Expression an Kulturtag 14 und 28 zu.

Unter Dexamethson nahm die Expressionsstärke in Abhängigkeit der Kulturdauer

ab, ebenso in den Kontrollen. Unter Vitamin D3-Stimulation fand man ein

inhomogenes Expressionsmuster.

    K       2          7          14         28

- 198 bp

Abb. 41: BMP 7, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 198 bp

Abb. 42: BMP 7, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 29

    K       2          7          14         28

- 198 bp

Abb. 43: BMP 7, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.4.1.2. Osteoblasten

BMP 7 wurde von Osteoblasten schwach exprimiert. Unter Dexamethason fand

sich eine differentielle Regulation an Kulturtag 2 und 7, die man in den

Kontrollen nicht beobachten konnte. Unter Vitamin D3-Stimulation ließ sich wie

bei den SaOS2-Zellen ein inhomogenes Expressionsmuster nachweisen.

    K       2          7          14         28

- 198 bp

Abb. 44: BMP 7, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 198 bp

Abb. 45: BMP 7, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.4.2. Bone Morphogenetic Protein 8 (BMP 8)

4.2.2.4.2.1. SaOS2-Zellen

In den Kontrollzellreihen mit Vitamin C oder ß-Glycerophosphat fand sich eine

starke Silbergelbande an Tag 7 und 14. Unter beiden Substanzen ließ sich eine

schwache Expression für BMP 8 nachweisen mit einem Maximum an Kulturtag

14.

Unter Dexamethason, wie auch in den Kontrollen nahm die Expressionsstärke

über den Zeitraum der Kulturdauer zu. Unter Vitamin D3 war die

Expressionsstärke gleichbleibend schwach.

    K       2          7          14         28

- 185 bp

Abb. 46: BMP 8, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 185 bp

Abb. 47: BMP 8, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 185 bp

Abb. 48: BMP 8, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.4.2.2. Osteoblasten

An Kulturtag 7 und 14 ließ sich eine schwache Expression des BMP 8-Gens in

allen Zellreihen nachweisen.

    K       2          7          14         28

- 185 bp

Abb. 49: BMP 8, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 185 bp

Abb. 50: BMP 8, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.5. Insulin-like-Growth-Factor-Rezeptor-Familie

4.2.2.5.1. Insulin-like-Growth-Factor-Rezeptor 1 (IGFR-1)

4.2.2.5.1.1. SaOS2-Zellen

IGFR-1 wurde in SaOS2-Zellen stark exprimiert. In der Kontollreihe mit Vitamin

C  wurde die Expression des Gens über die Kulturdauer schwächer. In der

Zellreihe mit ß-Glycerophosphat sowie ß-Glycerophosphat und Vitamin C war die

Expression gleichbleibend schwach.

Unter Dexamethason und Vitamin D3 ließ sich eine unverändert starke

Expression nachweisen.

    K       2          7          14         28

- 248 bp

Abb. 51: IGFR-1, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 248 bp

Abb. 52: IGFR-1, SaOS2-Zellen, Vitamin C
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 248 bp

Abb. 53: IGFR-1, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 248 bp

Abb. 54: IGFR-1, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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4.2.2.5.1.2. Osteoblasten

Wie in SaOS2-Zellen ließ sich in Osteoblasten unter Dexamethason und Vitamin

D3 eine konstante Genexpression für IGFR-1 nachweisen.

    K       2          7          14         28

- 248 bp

Abb. 55: IGFR-1, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 248 bp

Abb. 56: IGFR-1, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.6. Notch-Rezeptor-Familie

4.2.2.6.1. Notch 1

4.2.2.6.1.1. SaOS2-Zellen

Unter ß-Glycerophosphat und Vitamin C-Stimulation wie auch in den Kontrollen

nahm die Notch 1-Expression konstant ab.

Nach Zugabe von Dexamethason blieb die Genexpression konstant, unter Vitamin

D3-Stimulation ließ sich eine Zunahme der Expressionsstärke an Tag 14 und 28

nachweisen.



4. Ergebnisse

55

    K       2          7          14         28

- 177 bp

Abb. 57: Notch 1, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 177 bp

Abb. 58: Notch 1, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 177 bp

Abb. 59: Notch 1, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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4.2.2.6.1.2. Osteoblasten

Unter Dexamethason und Vitamin D3-Stimulation war ein Expressionsmaximum

an Kulturtag 2 nachzuweisen.

    K       2          7          14         28

- 177 bp

Abb. 60: Notch 1, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 177 bp

Abb. 61: Notch 1, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.6.2. Notch 2

4.2.2.6.2.1. SaOS2-Zellen

Unter Vitamin C und ß-Glycerophosphat-Stimulation war eine schwache, aber

konstante Genexpression nachweisbar.

Die Zugabe von Dexamethason oder Vitamin D3 führte zu einer Abnahme der

Expressionsstärke.
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    K       2          7          14         28

- 182 bp

Abb. 62: Notch 2, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 182 bp

Abb. 63: Notch 2, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 182 bp

Abb. 64: Notch 2, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.6.2.2. Osteoblasten

Wie in SaOS2-Zellen führte die Zugabe von Vitamin D3 wie auch in den

Kontrollen zu einer Abnahme der Expressionsstärke. Unter Dexamethason-

Stimulation allerdings ließ sich über die gesamte Kulturdauer nur ein minimales

Expressionslevel  nachweisen.
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    K       2          7          14         28

- 182 bp

Abb. 65: Notch 2, Osteoblasten, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 182 bp

Abb. 66: Notch 2, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.6.3. Notch 3

4.2.2.6.3.1. SaOS-2-Zellen

Eine Genexpression konnte nicht nachgewiesen werden.

4.2.2.6.3.2. Osteoblasten

Eine Genexpression konnte nicht nachgewiesen werden.
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4.2.2.6.4. Notch 4

4.2.2.6.4.1. SaOS2-Zellen

Eine schwache Expression des Notch 4-Gens konnte an Kulturtag 14 und 28 unter

Vitamin C und ß-Glycerophosphat-Stimulation nachgewiesen werden.

Nach Behandlung mit Vitamin D3 fand man ebenso eine Zunahme der Expression

an Kulturtag 14 und 28. Unter Dexamethason-Stimulation und in den Kontrollen

ließ sich eine Expression von Notch 4 nicht nachweisen.

    K       2          7          14         28

- 176 bp

Abb. 67: Notch 4, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 176 bp

Abb. 68: Notch 4, SaOS2-Zellen, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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4.2.2.6.4.2. Osteoblasten

Unter Vitamin D3-Stimulation beobachtete man an Kulturtag 28 eine schwache

Expression des Notch 4-Gens. In den restlichen Zellreihen war die Expression des

Gens nicht nachweisbar.

    K       2          7          14         28

- 176 bp

Abb. 69: Notch 4, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.7. Human Hairy

4.2.2.7.1. SaOS2-Zellen

Unter Stimulation mit Vitamin C und ß-Glycerophosphat konnte eine schwache

Genexpression nachgewiesen werden. Eine differentielle Regulation ergab sich

jedoch nicht.

Eine differentielle Regulation konnte ebenfalls nicht nach Stimulation mit

Dexamethason nachgewiesen werden. Eine verstärkte Expression fand man nach

Gabe von Vitamin D3 an Kulturtag 28.

    K       2          7          14         28

- 213 bp

Abb. 70: HumanHairy, SaOS2-Zellen, Vitamin C und
ß-Glycerophosphat
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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    K       2          7          14         28

- 213 bp

Abb. 71: HumanHairy, SaOS2-Zellen, Dexamethason
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

    K       2          7          14         28

- 213 bp

Abb. 72: HumanHairy, SaOS2-Zellen, Vitamin D3,
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28

4.2.2.7.2. Osteoblasten

Osteoblasten wiesen wie SaOS2-Zellen eine schwache Genexpression auf.

Lediglich nach Gabe von Vitamin D3 zeigte sich eine inkonstante Expression des

Human Hairy-Gens.

    K       2          7          14         28

- 213 bp

Abb. 73: HumanHairy, Osteoblasten, Vitamin D3
K=Kontrolle Tag 0, 2=Tag 2, 7=Tag 7,
14=Tag 14, 28=Tag 28
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4.2.2.8. Zusammenfassung

SaOS2-Zellen Humane Osteoblasten

Gen DEX Vit D3
Vit C

&
ßGP

DEX Vit D3

Alkalische Phosphatase - - - - +
Osteonectin - - + - -
Osteopontin - - + n.n. n.n.
Osteocalcin + + + - -
Kollagen I - - - - -
Kollagen II - - - n.n. n.n.
Kollagen III - - - - -
BMP 7 - - + + -
BMP 8 - + + - -
IGFR-I - - - - -
Notch 1 + + - + +
Notch 2 + + - - +
Notch 3 n.n. n.n. n.n. n.n. n.n.
HumanHairy - + - - -
Tab. 7: Zusammefassung der untersuchten spezifischen Gene;

DEX Dexamethason
Vit D3 Vitamin D3
Vit C Vitamin C
ßGP ß-Glycerophosphat
- keine differentielle Regulation
+ differentielle Regulation
n.n. Gen nicht nachweisbar
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5. Diskussion

Traumatische, degenerative und entzündliche Erkrankungen des Knochens sind

ein klinisch relevantes Problem. Um therapeutisch in diese Prozesse eingreifen zu

können, ist es notwendig, die Bildung von Gewebe, sowie dessen Reifung und

Stabilität genau zu kennen [95, 145]. Der Knochen bildet ein komplexes

Netzwerk aus unterschiedlichen Zelltypen in einer definierten Matrix. Dabei

interagieren die Zellen sowohl untereinander als auch mit der Extrazellularmatrix.

Die Koordination von Proliferation und Zelldifferenzierung spielt eine

wesentliche Rolle für die Entwicklung des Gewebes [39, 98, 179]. Es wurde eine

Reihe von Modellen entwickelt, um die einzelnen Komponenten des Netzwerks

zu studieren. Ein grundlegender Zugang ist die Kultivierung von Knochenzellen

in vitro, und die Untersuchung von Sythesevorgänge und metabolischen

Ereignissen, um die Faktoren zu analysieren, die das Zellwachstum und die

Zelldifferenzierung steuern. Dabei wird die Beziehung von Proliferation und

Differenzierung als Eckstein der Zellkulturmodelle gesehen, die sich mit der

Regulation von Entwicklung beschäftigen [10]. Die von uns verwendeten

Zellkulturmodelle sind geeignet, um die oben beschriebene Beziehung zu

untersuchen. Für eine direkte Übertragung auf den Menschen eignen sie sich

jedoch nicht. Ebenso sind die von uns untersuchten Faktoren der differentiellen

Genexpression nicht direkt auf das Individuum übertragbar. Mit unseren

Versuchen sollten funktionelle Zusammenhänge geklärt und regulative

Abhängigkeiten auf der Ebene der Transkription identifiziert werden. Inwieweit

die untersuchten Faktoren eine entscheidende Rolle im Knochenstoffwechsel und

dessen Störungen spielen, ist offen und bedarf der weiteren Abklärung. Aus den

Ergebnissen ergab sich jedoch ein interessanter Ansatz für weitere

Forschungsarbeiten.
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In den letzten Jahren hat sich der Schwerpunkt der unfallchirurgischen Forschung

zunehmend von der klinischen und experimentell biomechanischen auf die

Grundlagenforschung verlagert. Die rasche Entwicklung sowie die Aussagekraft

der biologischen Untersuchungsmethoden, mit den daraus resultiernden

Möglichkeiten und Konsequenzen für die Unfallchirurgie, machen es

unumgänglich, sich mit der Bedeutung und den Möglichkeiten der

Biowissenschaften für die Unfallchirurgie intensiv auseinanderzusetzen.

5.1. Dexamethason

Glucocorticoide inhibieren die Proliferation in unterschiedlichen Zelltypen. Die

Aktivierung des Glucocorticoidrezeptors, eines intrazellulären, liganden-

aktivierten Transkriptions-Regulatorproteins führt zu einem G1-Zellzyklus-Arrest.

Bindet das Hormon an den Rezeptor, kommt es zur Bindung des Komplexes an

spezifische Glucocorticoid-Antwort-Elemente in Zielgenen und somit zur

Modulation der Transskription von nahegelegenen Promotern [32, 42, 192]. Dabei

kann der Rezeptor sowohl die Genexpression erhöhen als auch unterdrücken: Auf

der einen Seite induziert der hormonaktivierte Reptor antimitogene Faktoren wie

die cyclin-abhängigen Kinasen-inhibitorischen Proteinen -CDIs-, die für den

Zellzyklusarrest verantwortlich sind. Auf der anderen Seite agiert der Rezeptor als

Transkriptionsrepressor durch die Interaktion mit antimitogenen Substanzen, wie

den Zyklinen und cyclinabhängigen Kinasen-CDKs [161].

SaOS2-Zellen sind p53 und Retinoblastom-defizient und exprimieren nur Cyclin

D3 [41], d.h. der Zellzyklusarrest wird wahrscheinlich durch die Aktivierung der

antimitogenen Proteine p21 und p27 bewirkt. Dabei beinhaltet der p21-Promoter

verschiedene Antwortelemente für die Zelldifferenzierung [29]. Letzlich ist der

genaue Weg von der Rezeptoraktivierung bis zum Zellzyklusarrest jedoch nicht

geklärt. Zwar scheint dieser Weg in SaOS2-Zellen über die p21-Aktivierung

gesteuert zu werden, jedoch aktiviert p21 wiederum p53 [106], das SaOS-Zellen

nicht exprimieren.
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5.2 Vitamin D3

In Eukaryoten umfaßt die Einleitung der Gentranskription ein koordiniertes

Zusammenspiel von RNA-Polymerase II und generellen Initiationsfaktoren zu

einem funktionellen Präinitiations-Komplex auf einem minimalem

Promoterelement. Molekulare cis- und trans- Prozesse koordinieren die

Gentranskription, wobei die cis-Faktoren aus Elementen bestehen, die intrinsisch

zur Gensequenz oder zur strukturellen und molekularen Organisation des

Genlokus sind [200]. Gemeinsam mit strukturellen Veränderungen im Chromatin,

die den Zugang von Transkriptionsfaktoren zu den Zielgenen erlauben, wird die

basale oder verstärkte Expression von dem Zusammenspiel von

Transkriptionsfaktoren mit deren verwandten DNA-Bindungsseiten und

Komponeneten des Transkriptionskomplexes entweder direkt oder durch

intermediäre Proteine kontrolliert. Die Aktivierung oder Repression von

Transkription wird wahrscheinlich von spezifischen oder allgemeinen trans-

Faktoren vermittelt, die an Kontrollelementen upstream, downstream oder

zwischen Intron/Exon-Sequenzen des Gens binden, und so das Zusammenspiel

und die Funktion des Präinitiationskomplexes steuern.

1,25(OH)2D3 ist der biologisch aktivste Metabolit des Vitamin D3, der seinen

rezeptorvermittelten Einfluss auf Wachstum und Entwicklung durch Bindung an

den Vitamin D3-Rezeptor (VDR) ausübt [43, 66, 128]. Der Vitamin D3-

Rezeptorkomplex bindet an die Antwortelemente der Zielgene und modifiziert so

deren Transkription durch Reaktion mit Chromatin, wie weiter oben beschrieben.

Die Rezeptoren  kommen nicht nur in Zellen von Darm, Nieren und Knochen vor,

sondern auch in anderen Geweben und Zelllinien, die nicht am

Mineralstoffwechsel beteiligt sind. An Knochenmarksstammzellen bewirkt

Vitamin D3 eine Differenzierung von Knochenmarksstammzellen zu Osteoklasten

und von osteoblasten-ähnlichen Zellen zu Osteoblasten. Dabei wurden Vitamin

D3-Rezeptoren in osteoblastenähnlichen Knochenzellen, osteoblastenähnlichen

Osteosarkomzellen, aber nicht in Osteoklasten nachgewiesen.

Ein möglicher Mechanismus, über den die biologische Antwort auf Vitamin D3

gesteuert wird, ist die ligandenabhängige Hochregulation der Rezeptoren. Polly et
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al. konnten Cyclin C als Zielgen für Vitamin D3 identifizieren [143]. Cyclin C

moduliert den Polymerase II-Komplex. Vitamin D3 ist in der Lage, sowohl die m-

RNA als auch die Proteinexpression von Cyclin C zu erhöhen und nimmt so

Einfluss auf die Regulation des Zellzyklus.

Vitamin D3 reguliert dabei eine Vielzahl von Genen oder Genprodukten auf

unterschiedliche Weise, auf die hier nicht näher eingegangen werden soll (für eine

Übersicht siehe [27]).

5.3. Matrixproteine

5.3.1 Alkalische Phosphatase (ALP)

Die Alkalische Phosphatase ist ein Ectoenzym, das bei einem hohen pH-Optimum

Monophosphatester hydrolysiert [206]. Die Alkalische Phosphatase gehört zu der

Klasse der Zelloberflächenproteine, die kovalent an Phosphatidyl-Inositol (PI)

Phospholipid-Komplexe in der Plasmemembran gebunden werden.

Für den Menschen sind vier Isoenzyme bekannt: Die Leber/Knochen/Nieren-

Alkalische Phosphatase (L/K/N-ALP), die Plazenta-Alkalische Phosphatase, die

intestinale Alkalische Phosphatase und die plazenta-ähnliche Alkalische

Phosphatase. Jedes Isoenzym ist auf einem anderen Gen codiert [199]. Die

physiologische Rolle von ALP in den meisten Geweben ist unbekannt, im

Knochen jedoch spielt die Leber/Knochen/Nieren-Alkalische Phosphatase eine

Rolle in der Mineralisation [44]. Fehlt die L/K/N-ALP, wie bei der angeborenen

Hypophosphatasie, kommt es zu schweren Kalzifikationsstörungen. Die

Alkalische Phosphatase ist in der Lage, anorganisches Phosphat aus organischen

und anorganischen Substraten freizusetzen. Dabei entsteht aus anorganischem

Phosphat und Calcium Hydroxyapatit [125]. Parathormon stimuliert die

Freisetzung von Alkalischer Phosphatase aus Knochenzellen, wodurch die

Calciumaufnahme in die Zellen erhöht wird [51].

Bei in vitro-Experimenten wird die Alkalische Phosphatase als relativer Marker

für die Knochenzelldifferenzierung angesehen [156]. Dabei wird eine Zunahme
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der Enzymaktivität in Korrelation mit dem Differenzierungsstadium des

Osteoblasten gesehen [6].

5.3.1.1. SaOS2-Zellen

Die SaOS2-Zellen hatten eine hohe Basisexpression von Alkalischer Phosphatase.

Weder Dexamethason, Vitamin D3, Vitamin C noch ß-GP hatten Einfluss auf die

Expression. Von diesem Standpunkt aus haben die Zellen keine Differenzierung

durchlaufen, obwohl morphologisch eine Differenzierung unter Vitamin C und ß-

GP stattgefunden hat. Auf der anderen Seite konnte nachgewiesen werden, dass

eine steigende ß-GP-Konzentration die Aktivität des Alkalischen Phosphatase

steigern kann, jedoch nicht über die m-RNA-Transkription vermittelt wird [93].

Das anorganische Phosphat bewirkt seinen Effekt also entweder durch

Beeinflussung der Translation, Veränderungen in der Degradation des Enzyms

z.B. durch Proteolyse, und/oder Veränderung in der Aktivierung/Deaktivierung

des Enzyms.

Vitamin D3 ist in der Lage, die Enzymaktivität zu steigern oder zu senken [9, 62,

178]. Dieser Prozess scheint ebenfalls nicht über die m-RNA-Transkriptionsebene

gesteuert zu sein.

Der Zusammenhang, ob diese Prozesse mit der Herkunft der Zelllinie aus einem

Osteosarkom stammen, ist in der Literatur nicht klar diskutiert. Bei

Chondrosarkomen z.B. konnte eine erhöhte Enzymaktivität bei gleichbleibender

m-RNA-Expression beobachtet werden [132].

5.3.1.2. Humane Osteoblasten

Im Gegensatz zu den SaOS2-Zellen hatten Dexamethason und Vitamin D3 einen

Einfluss auf die mRNA-Expression des Alkalischen Phosphatase-Gens. Bevor es

zur Zelldifferenzierung kommt, muss die Proliferation der Zellen zurückgehen.

Bei fetalen Rattenknochenzellen steigt die ALP-Expression bis Kulturtag 15 an,

um dann wieder abzufallen, entsprechend der beginnenden Matrixkalzifikation

[138].

Die Proliferation der humanen Osteoblasten ist unter Dexamethason

zurückgegangen, die ALP-Expression angestiegen. Letztendlich schienen die
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Zellen unter Dexamethason eine Teildifferenzierung durchlaufen zu haben. Ob die

Länge der Kulturdauer von 28 Tagen nicht ausgereicht hatte, oder die

Phosphatkonzentration im Medium zu gering war, um eine Matrixmineralisation

zu beobachten, bedarf weiterer Abklärung. Unter Vitamin D3 kam es zu keinen

lichtmikroskopischen Veränderungen der Zellen, die Expression der Alkalischen

Phosphatase nahm ab, so dass Vitamin D3 hier einen direkten Einfluss auf der

Transkritiptionsebene zu haben scheint.

5.3.1.3. Zusammenfassung

1. Humane Osteoblasten scheinen unter Dexamethason eine Teildifferenzierung

durchlaufen zu haben.

2. Die ALP-Aktivität wird bei SaOS2-Zellen nicht über die m-RNA-

Transkriptionsebene gesteuert.

5.3.2. Osteonectin

Osteonectin, auch bekannt als SPARC (Secreted Protein Acidid Rich in

Cysteine), wurde zuerst durch Termine et al. als ein Hauptbestandteil der

Extrazellularmatrix in bovinem Knochen identifiziert [190]. Der Anteil des

Osteonectin-Proteins an der Extrazellularmatrix beträgt ca. 2,5 % [194]. Ebenso

konnte es als „Culture Shock“-Glycoprotein in proliferierenden, aortalen

Endothelzellen [166] und in Fibroblasten [137] identifiziert werden. Osteonectin

ist das Produkt eines Einzelgens, das beim Menschen auf dem langen Arm des

Chromosom 11 liegt. Es ist ein hochkonserviertes Gen. Die unterschiedlichen

Größen des Genprodukts bei den verschiedenen Spezies kommen wahrscheinlich

durch differente Polyadenylierung, und nicht durch verschiedene m-RNA-Splice-

Varianten zustande [123]. Die Osteonectin-c-DNAs von Vertebraten codieren für

ein 298-304 Aminosäuren großes Protein, das posttranslationell durch N-

terminale Glycosilierung modifiziert wird [152].

Neben der klassischen Rolle als calciumbindendes Protein in der Entwicklung von

mineralisiertem Gewebe übernimmt das Protein wahrscheinlich noch wesentliche

Funktionen in der Gewebemorphogenese und Zelldifferenzierung, z.B. durch
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Inhibition der Zellausbreitung und fokaler Adhäsion (Verbindung von

Extrazellularmatrix mit dem Zytoskelett), Inhibition des Zellzyklus,

Außerkraftsetzung der Wachstumsfaktor-vermittelten Chemotaxis und Regulation

der Produktion von Extrazellularmatrix durch Modulation der Plasminogen-

Aktivator-Inhibitor I-, Fibronectin-, Laminin-, und Thrombospondin I-Spiegel

[18, 94, 126]. Über den genauen intrazellulären Signalweg ist bis jetzt noch nichts

bekannt, ein Rezeptor konnte ebenfalls noch nicht gefunden werden [20, 207].

Osteonectin wird von Knochenzellen in vitro während der Proliferationsphase

exprimiert. In der postproliferativen Phase sinkt die Expression und erreicht die

maximale Stärke während der Matrixmineralisation [55, 182].

5.3.2.1. SaOS2-Zellen

Eine Regulation durch Dexamethason und Vitamin D3 konnte nicht nachgewiesen

werden. Nur unter Vitamin C und ß-GP konnte das Expressionsmuster von

differenzierenden Zellen, wie weiter oben beschrieben, nachgewiesen werden.

Interessanterweise war eine Osteonectin-Expression unter alleiniger ß-GP

Stimulation nicht nachweisbar. Ob anorganisches Phosphat tatsächlich in der Lage

ist, die Osteonectin-Expression zu regulieren, muss durch weitere Experimente

abgeklärt werden.

5.3.2.2. Humane Osteoblasten

Auch hier zeigte sich kein Effekt auf die Genexpression von Osteonectin durch

Vitamin D3 oder Dexamethason.

5.3.2.3. Zusammenfassung

1. Die kalzifizierenden SaOS2-Zellen zeigten das für differenzierende

Knochenzellen typische Expressionsmuster des Osteonectin-Gens.

2. Die Expression von Osteonectin war weder zeitabhängig, noch durch Vitamin

D3 oder Dexamethason reguliert.



5. Diskussion

70

5.3.3. Osteopontin

Osteopontin ist ein phosphoryliertes, saures Glycoprotein, das eine Rolle in einer

Reihe von physiologischen und pathologischen Vorgängen spielt [135].

Osteopontin kommt als immobilisiertes Protein in mineralisiertem Gewebe, aber

auch als Cytokin in Körperflüssigkeiten vor. Das Protein ist ca. 300 Aminosäuren

lang [54]. Es enthält eine Integrin-bindende RGD-Sequenz (Arginin-Glycin-

Aspartin-Säure) und weitere Sequenzen, die mit CD44v6/7 oder anderen

adhäsiven Rezeptoren interagieren kann [209]. Eine de novo-Osteopontin-

Expression tritt auf bei Tumoren [193], Arterienrestenosierung [131],

Herzklappenstenosierung [169], Tubulofibrose der Niere [57], Myokardinfarkt

[127] und Schlaganfall [58].

Osteopontin ist zum einem notwendig für die Verbindung von Knochenzellen und

Extrazellularmatrix [211], zum anderen ist es wahrscheinlich durch intrazelluläre

Signaltransduktion dafür verantwortlich, dass Osteoklasten Knochenstrukturen

erkennen können. Allerdings sind die Möglichkeiten der Signaltransduktion sehr

vielfältig, da Osteopontin mit einer ganzen Reihe von Zellrezeptoren interagiert

[37]. Osteopontin bindet an Osteocalcin und Typ I Kollagen [176] und bildet ein

Substrat für Transglutaminase, ein Enzym, das Osteopontin und Fibronektin

verbindet [116]. Vitamin D3 steigert die Osteopontin-Expression in

Knochenzellen, ebenso Dexamethason. Dabei wird die Steigerung der Expression

durch Glucokortikoide auf die Stimulation der Knochenbildung zurückgeführt,

der Vitamin D3-Effekt dagegen auf die Stimulation der Knochenresorption, was

die Multifunktionalität des Proteins im Knochenstoffwechsel wiederspiegelt

[176].

In in vitro-Zellkulturen wird Osteopontin in der frühen Differenzierungsphase

exprimiert. Diese Expression bleibt bis zur Matrixmineralisation erhalten und gilt

somit wie Alkalische Phosphatase und Osteocalcin als Differenzierungsmarker

von Knochenzellen [36, 76].
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5.3.3.1. SaOS2-Zellen

Eine Osteopontin-Expression konnte nur in Zellen nachgewiesen werden, die eine

Matrixmineralisation durchlaufen haben. Eine Regulation durch Vitamin D3 oder

Dexamethson war nicht nachweisbar.

5.3.3.2. Humane Osteoblasten

Eine Expression von Osteopontin war nicht nachweisbar.

5.3.3.3. Zusammenfassung

1. Vitamin D3 und Dexamethason hatten keinen Einfluss auf die Osteopontin-

Expression.

2. Differenzierte Zellen zeigten eine deutliche Osteopontin-Expression.

5.3.4. Osteocalcin

Osteocalcin, auch „Bone Gla-Protein“ genannt, findet man sowohl im Knochen

[49] als auch in Dentin [21]. Ein Hauptcharakteristikum des Osteocalcins sind drei

gamma-Carboxyglutaminsäuren, die dem Protein posttranslationell in einem

Vitamin K-abhängigen Prozess hinzugefügt werden und für die Bindung von

Calcium verantwortlich sind [172]. In vitro hat Osteocalcin eine hohe Affinität zu

Hydroxyapatit [13], und für viele Jahre wurde das sezernierte Protein als Marker

des reifen Osteoblasten angesehen [101]. Tatsächlich ist die Osteocalcin-

Expression in vitro meistens erst zu Beginn der Matrixmineralisation

nachzuweisen [138] und gilt somit als Differenzierungsmarker für Osteoblasten.

An Mäusen, die das Osteocalcin-Gen nicht exprimierten, konnte kein Effekt auf

die Mineralisation des Knochens beobachtet werden. Die Osteocalcintranskription

wird positiv durch Vitamin D3 reguliert, ein entsprechendes Vitamin D-

responsives Element (VDRE) ist im Osteocalcin-Promotor nachgewiesen worden

[72, 99]. Das VDRE enthält im humanen Gen eine stark degenerierte AP-1-

Erkennungsstelle. Der Transkriptionsfaktor AP-1 ist identisch mit dem c-Fos/c-

Jun Heterodimer (sowohl der heterodimere Komplex der Oncogenprodukte c-

Fos/c-Jun als auch der Vitamin D-Rezeptor fungieren als DNA-bindende
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Transkriptionsfaktoren). Proliferierende, aber noch nicht differenzierende Zellen

haben eine hohe Konzentration an aktivem AP-1, so daß der Vitamin D-Rezeptor

nicht an den Osteocalcin-Promotor binden kann [102]. Treten die Zellen in die

Differenzierungsphase, nimmt die AP-1-Konzentration ab, der Rezeptor kann an

den Promotor binden [112]. Der Glucokortikoideffekt auf die Osteocalcin-

transkription wird offensichtlich durch viele  Glucokortikoid-responsive Elemente

(GRE) im Osteocalcin-Promotor vermittelt [101].

5.3.4.1. SaOS2-Zellen

In der Literatur wird für SaOS2-Zellen keine oder nur eine schwache Osteocalcin-

Expression beschrieben [72].

Unter Vitamin C und ß-GP war die Osteocalcin-Expression an Tag 2 am

höchsten, also noch vor Eintritt der Zellen in die postproliferative Phase. Somit

konnte Osteocalcin hier nicht als Differenzierungsmarker verwendet werden.

Unter Dexamethason war eine schwache Expression nachzuweisen, lediglich

unter Vitamin D3 war eine zunehmende Expression zu beobachten. Wie weiter

oben beschrieben reguliert der Vitamin D-Rezeptor die Osteocalcin-Expression

positiv, aber nicht in proliferierenden Zellen. Mahonen et al. konnten in einem

ähnlichen Experiment keine Zunahmen der Osteocalcin m-RNA nach Vitamin D3

Behandlung beobachten [107]. Allerdings umfasste der Untersuchungszeitraum

96 Stunden. Wir beobachteten eine Zunahme der Genexpression erst nach einem

Zeitraum von 7 Tagen.

5.3.4.2. Humane Osteoblasten

Hier war eine Regulation der Osteocalcin-Expression weder durch Dexamethason

noch durch Vitamin D3 zu beobachten.

5.3.4.3. Zusammenfassung

1. Die Osteocalcin-Expression wurde in SaOS2-Zellen positiv durch Vitamin D3

reguliert, bei den humanen Osteoblasten hatte Vitamin D3 keinen Einfluss.

2. Die Osteocalcin-Expression konnte in SaOS2-Zellen nicht als

Differenzierungsmarker gesehen werden.
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5.4. Kollagene

Kollagene bilden typischerweise unlösliche Fasern mit hoher Zugfestigkeit aus.

Bei Säugetieren machen die Kollagene ca. 25 % des Gesamtproteingewichtes aus.

Sie sind der wichtigste Faserbestandteil von Knochen, Knorpel, Sehnen, Haut,

Blutgefäßen  und Zähnen. Die Hauptaufgabe der fibrillenbildenden Kollagene

(Kollagen Typ I, II, III, V und XI) ist es, als Strukturelemente die

Gewebearchitektur vorzugeben und die Gewebestabilität zu erhöhen [64, 183].

Bis jetzt sind über 20 verschiedene Kollagenen bekannt, wobei die meisten aus

mehreren Alpha1-Untereinheiten bestehen. Die Größe und Ausrichtung der

kollagenen Fasern hängen von ihrer zonalen Lokalisation ab. Einige Kollagene

bilden Fibrillen, die in einem Hydrogel bestehend aus Proteoglykanen und

Hyaluronsäure eingebettet sind.

Für die Kollagene ist eine rechtsgedrehte Triplehelix typisch, die sich aus drei

Polypeptidketten zusammensetzt, die gleich lang sind und etwa aus 1000

Aminosäuren bestehen. Den größten Teil der fibrillenbildenden Kollagene

repräsentiert die Triplehelix; nur an den Enden finden sich nicht–kollagene

Domänen [197]. Ihre besondere Stabilität beruht darauf, dass jede 3. Position der

Aminosäuresequenz durch Glycin und jede 5. Position durch Prolin bzw.

Hydroxyprolin besetzt wird. Die Verdrillung zur Triplehelix erfolgt intrazellulär.

Nach Ausschleusung aus der Zelle werden N- und C-terminale

Prokollagenpeptide abgespalten. Jetzt erfolgt die Aggregation zu Fibrillen und die

weitere Stabilisierung durch Quervernetzung [60, 201].

5.4.1. Kollagen Typ I

Kollagen Typ I ist das am häufigsten vorkommende und am längsten bekannte

Kollagen. Es kommt in retikulären Fasern der meisten Organe wie Knochen,

Lunge, Leber, Niere, und Milz vor. Eine Ausnahme bilden Gehirn und hyaliner

Knorpel. Gebildet wird es von Fibroblasten, Osteoblasten  und Odontoblasten. Im

Knochen finden sich Fibrillen, die aus Kollagen Typ I und Kollagen Typ V

zusammengesetzt sind und dadurch einen Durchmesser von 400 mm erreichen.
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Durch die Verankerung mit Hydroxyapatit und den Knochenglycoproteinen

erlangen die Fibrillen ihre hohe Zugfestigkeit und Widerstanskraft gegen

Torsionskräfte [197]. Neben den biomechanischen Aufgaben spielt Kollagen Typ

I eine wichtige Rolle in Gewebe und Organentwicklung, sowie in

Zellproliferation, Differenzierung und in der Wundheilung [67], sowie

möglicherweise in der Osteoporoseentstehung [86].

5.4.1.1. SaOS2-Zellen

Eine Regulation der Kollagen Typ I-Expression konnte nur unter alleiniger

Vitamin C-Stimulation nachgewiesen werden. Wie in der Literatur beschrieben,

beeinflusste Dexamethason die Kollagen Typ I-Expression nicht [108]. In der

Biosythese der Kollagene ist Vitamin C ein notwendiger Faktor für die

Hydroxylierung der Lysyl- und Prolylreste an der Triplehelix [142]. Inwieweit

Vitamin C die Genexpression von Kollagen Typ I negativ beeinflusst, muss durch

weitere Experimente untersucht werden.

5.4.1.2. Humane Osteoblasten

Wie bei den SaOS2-Zellen wurde die Kollagen Typ I-m-RNA weder durch

Dexamethason, Vitamin D3 oder die Kulturdauer beeinflusst.

5.4.1.3. Zusammenfassung

1. Die Kollagen Typ I-Expression wurde sowohl in SaOS2-Zellen, als auch in

humanen Osteoblasten weder durch Dexamethason, Vitamin D3 oder

Differenzierungsgrad der Zellen beeinflusst.

2. Durch Stimulation mit Vitamin C kam es zu einer Abnahme der Kollagen Typ

I-Expression.
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5.4.2. Kollagen Typ II

Kollagen Typ II kommt vorwiegend im Gelenkknorpel vor. Es setzt sich aus drei

gleichen alpha1-Typ II-Ketten zusammen und ist reich an Hydroxylysin.

Hydroxylysin ist in der Lage sowohl Tropokollagenmoleküle als auch

Disaccharide zu verbinden. Es existieren zwei Splice-Varianten: Variante IIA

findet man als transiente Form im embryonalen Knorpel, Variante IIB im reifen

Knorpel. Im Gegensatz zu anderen Kollagenen besitzt Kollagen Typ II antigene

Eigenschaften. Bei Patienten mit rheumatoider Arthritis können Autoantikörper

gegen das Kollagen Typ II nachgewiesen werden [184].

5.4.2.1. SaOS2-Zellen

Im Gegensatz zu den humanen Osteoblasten exprimierten SaOS2-Zellen Kollagen

Typ II. Hier fand sich eine zeitabhängige Hochregulation der Kollagen II-

Expression, die durch Vitamin D3 nicht beeinflusst wurde. Dagegen beobachtete

man unter Dexamethason, Vitamin C und ß-GP eine gleichbleibend schwache

Expression. Inwieweit die Kollagen II-Expression durch Steroidhormone reguliert

wird, oder ob die Expression einen „jungen“ Osteoblasten repräsentiert, bzw. mit

der Tumorgenese der SaOS2-Zellen in Zusammenhang steht, muss durch weitere

Experimente abgeklärt werden.

5.4.2.2. Osteoblasten

Für den Knochen typisch fand sich hier keine Kollagen II-Expression.

5.4.2.3. Zusammenfassung

1. In SaOS2-Zellen ließ sich eine Kollagen Typ II-m-RNA-Expression

nachweisen.
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5.4.3. Kollagen Typ III

Kollagen Typ III ist für retikuläre Fasern typisch. Es dient der Strukturerhaltung

in Organen, die sich ausdehnen, kommt somit hauptsächlich in der glatten

Muskulatur, Uterus, Arterien, Leber, Milz, Niere und Lunge vor. Kollagen Typ III

kommt ebenfalls in fetalem Bindegewebe vor, wo es in der weiteren Entwicklung

durch Kollagen Typ I ersetzt wird [81]. Die Freisetzung des alpha1(III)-N-

Propeptids aus der Triplehelix in Gewebeflüssigkeiten oder in Serum kann als

Marker für Fibrose oder für den Bindegewebsumsatz verwendet werden [130].

5.4.3.1. SaOS2-Zellen

Sowohl unter Dexamethason als auch unter Vitamin D3 nahm die Expression des

Kollagen Typ III-Gens in Abhängigkeit von der Zeitdauer ab. Die Faktoren

nahmen keinen Einfluss auf die m-RNA-Expression.

Vitamin C jedoch war in der Lage, die Genexpression zu steigern. Unter Vitamin

C verhielt sich die Expression des Gens gegensätzlich der Expression des

Kollagen Typ I-Gens, so dass die Vermutung nahe liegt, dass Vitamin C in der

Lage ist, die Genexpression der Kollagene zu modulieren. Welche Bedeutung das

gegensätzliche Expressionsverhalten von Kollagen Typ I und Typ III für den

Knochenstoffwechsel hat, bedarf der weiteren Abklärung.

5.4.3.2. Humane Osteoblasten

Wie in den SaOS2-Zellen hatten Dexamethason und Vitamin D3 keinen Einfluss

auf die Typ III Kollagen-Expression. Eine zeitliche Regulation konnte nicht

nachgewiesen werden.

5.4.3.3. Zusammenfassung

1. Vitamin C scheint in der Lage zu sein, sowohl die Kollagen Typ III-, als auch

die Kollagen Typ I-m-RNA-Expression zu regulieren. Beide Gene wurden

dabei gegensätzlich reguliert.

2. Dexamethason und Vitamin D3 hatten keinen Einfluss auf die Kollagen-

Genexpression.
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5.5. Knochen-Morphogenese-Proteine

Die Familie der Knochen-Morphogenese-Proteine (Bone Morphogenetic Proteins,

BMP) besteht aus mindestens 30 Mitgliedern, die alle bis auf BMP-1 zur TGF-

beta Großfamilie gezählt werden [38, 148]. Der Name leitet sich aus der Fähigkeit

der Proteine ab, die Neuformation von Knorpel und Knochen in vivo induzieren

zu können [88, 91, 202, 203]. Drei Unterfamilien wurden bis jetzt identifiziert:

BMP 2 und 4; BMP 3 und 3B; BMP 5, 6, 7 und 8 [149]. BMPs und GDFs

(Growth and Differentiation Factors) sind für Zelldifferenzierung, Apoptose,

Embryogenese, Skelett- und Gelenkbildung von fundamentaler Bedeutung [48,

204]. Sie übermitteln Signale durch Bindung an transmembranäre Typ I und II-

Rezeptoren mit Serin/Threonin-Kinase Aktivität [175, 205]. Die

Signaltransduktion über den aktivierten Typ I-Rezeptor wird über die Gruppe der

Smad Proteine vom Zytoplasma zum Kern durch transnukleoläre Dislokation

vermittelt. Bisher sind acht Smad-Proteine bekannt (Smad 1-8), wovon Smad 1, 5

und 8 durch BMPs aktiviert werden [59, 120].

5.5.1. Knochen-Morphogenese-Protein 7 (BMP 7)

BMP 7, auch als Osteogenin 1 bekannt, ist notwendig zur normalen Entwicklung

von Nieren, Augen und Extremitäten in Mäusen. Dabei wird BMP 7 sowohl im

Epithel der Ureteren, als auch im undifferenzierten Mesenchym exprimiert. Man

geht davon aus, dass BMP 7 ein unbedingt notwendiges Signal sendet, um eine

normale Entwicklung zu gewährleisten. Die genaue Funktion ist aber weiterhin

ungeklärt [31, 71]. Eine erhöhte BMP 7-Expression lässt sich auch in

Knochenvorläuferzellen, prolifererierenden Chondrozyten und Fibroblasten in

frischen Frakturen sowie in osteoklastenähnlichen Zellen nachweisen [167].
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5.5.1.1. SaOS2-Zellen

Im Gegensatz zu der Arbeitsgruppe Raval et al. [147] konnten wir mit der RT-

PCR eine basale BMP 7-Expression in SaOS2-Zellen nachweisen. In den

mineralisierten Zellen fand sich eine verstärkte Expression des Gens. Die BMP 7-

Expression könnte somit als Differenzierungsmarker für in vitro-Zellkulturen

gesehen werden.

Unter Vitamin D3 konnte keine Regulation des Gens beobachtet werden. Unter

Dexamethason fand man eine Herunterregulation des Gens, Dexamethason

beeinflusste offensichtlich die Transkription des Gens. Inwieweit die BMPs eine

Rolle in der steroidinduzierten Osteoporose spielen, bedarf der weiteren

Abklärung.

5.5.1.2. Humane Osteoblasten

Hier fanden sich dieselben Expressionsmuster wie für die SaOS2-Zellen, welches

die Steuerung der BMP 7-Expression durch Glukokortikoide nahe legt, nicht aber

die Steuerung durch Vitamin D3.

5.5.1.3. Zusammenfassung

1. Von uns konnte die m-RNA-Expression des BMP 7-Gens an SaOS2-Zellen

nachgewiesen werden.

2. Die BMP 7-Expression scheint der Steuerung durch Glukokortikoide zu

unterliegen.

5.5.2. Knochen-Morphogenese-Protein 8 (BMP 8)

Knochen-Morphogenese-Protein 8 ist auch als Osteogenin 2 bekannt [110]. BMP

8 wurde 1992 kloniert. Ob es ebenfalls wie BMP 7 osteoinduktive Eigenschaften

besitzt, wurde bis zum jetztigen Zeitpunkt nicht untersucht [63].
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5.5.2.1. SaOS2-Zellen

Eine basale BMP 8-Expression konnte nachgewiesen werden. An Kulturtag 7 und

14 war die Expression des Gens in allen Zellreihen stärker. Eine Regulation durch

die in der Zellkultur verwendeten Substanzen war nicht zu beobachten. Die

Expression des Gens wurde ebenfalls nicht durch Zelldifferenzierung beeinflusst.

5.5.2.2. Humane Osteoblasten

Die Expression von BMP 8 verhielt sich wie bei den SaOS2-Zellen.

5.5.2.3. Zusammenfassung

1. Eine schwache basale m-RNA-Expression des BMP 8-Gens konnte sowohl

bei SaOS2-Zellen als auch bei humanen Osteoblasten nachgewiesen werden.

2. Die Expression des BMP 8-Gens wurde weder durch Vitamin C, ß-GP,

Vitamin D3, Dexamethason, noch durch das Differenzierungsstadium der

Zellen beeinflusst.

5.6. Insulin-Like-Growth-Factor-Rezeptor-Familie

5.6.1. Insulin-Like-Growth-Factor-Rezeptor I (IGFR-I)

Knochenzellen verfügen sowohl über den Typ I als auch den Typ II IGF-Rezeptor

[68]. Die Rezeptoren stimulieren die Genexpression und tragen zur

Proteinbiosythese bei. Wird der Rezeptor aktiviert, kommt es zur

Phosphorylierung des Rezeptors und zur Aktivierung einer intrinsischen

Tyrosinkinase. Die Tyrosinkinase phosphoryliert intrazelluläre Substrate, wie

Mitglieder aus der Insulin-Rezeptor-Substrat-Familie (IRS). Durch

Phosphorylierung des IRS-1 kommt es zur Stimulation der Phospatidylinositid 3-

Kinase (PI3K), Phosphotyrosinphosphatase und/oder des MAP-Kinase-

Signalweges [213]. IGFR-I aktiviert also verschiedene Signalwege, die zum

Zellerhalt oder zum Überleben der Zelle führen [23, 162]. IGF-Rezeptoren ähneln

in ihrer Struktur den Insulinrezeptoren und binden vorzugsweise Insulin-like-

Growth-Factor I (IGF I) [114], ein Faktor, der die Kollagensythese, die
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Matrixapposition und Zellreplikation steigert [70] und die Koordination von

Osteoblasten und Osteoklasten zu vermitteln scheint [121]. Es konnte gezeigt

werden, dass Glukokortikoide die Expression des IGFR-I  in Rattenchondrocyten

supprimieren [92]. Von Glukokortikoiden wird angenommen, dass sie Signale

über die IGF-Achse direkt oder indirekt senden, da sie gegensätzliche Effekte zu

den Insulinartigen Wachstumsfaktoren aufweisen [24]. Auch für Vitamin D3 wird

angenommen, dass es seinen Effekt auf die Knochenzellen durch Modulation des

IGF-Systems ausübt [122].

5.6.1.1. SaOS2-Zellen

IGFR-I wurde in SaOS2-Zellen stark exprimiert. Eine Regulation durch

Dexamethason oder Vitamin D3 fand nicht statt. Eine Abnahme der Expression

fand sich in differenzierenden Zellen, welche durch Vitamin C bedingt zu sein

scheint. Ob die Abnahme der Expression Voraussetzung für die

Zelldifferenzierung ist, muss durch weitere Untersuchungen abgeklärt werden.

5.6.1.2. Humane Osteoblasten

Auch hier fand sich keine Regulation der Genexpression durch Vitamin D3 oder

Dexamethason.

5.6.1.3. Zusammenfassung

1. Die IGF I-Rezeptor m-RNA-Expression wurde in humanen Osteoblasten und

SaOS2-Zellen weder durch Vitamin D3 noch durch Dexamethason reguliert.

2. In differenzierenden SaOS2-Zellen fand eine Abnahme der IGF I-Rezeptor-m-

RNA-Expression statt.
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5.7. Notch-Familie

Notch-Gene codieren eine konservierte Familie von transmembranären Proteinen

[46, 50], die eine wichtige Funktion in der Entwicklung einnehmen [1, 2, 74,

109]. Einer der bekanntesten Signalwege von Notch ist Funktion der lateralen

Inhibition [171], bei der die Differenzierung von Zellen verhindert wird, die eine

bereits differenzierte Zelle umgeben [3, 61]. Normalerweise kommt es zu einer

liganden-gesteuerten Proteolyse, was zu einer nukleären Translokation des

intrazellulären Anteils des Notch-Rezeptors führt, der dann zu einer Aktivierung

des Transskriptionsfaktors der Su(H)/CBF1 Familie führt [19, 87, 151, 208].

Bei Vertebraten umfasst die Notchfamilie vier Rezeptoren (Notch 1-4) [198]. Erst

kürzlich konnte gezeigt werden, dass Notch die Osteoblastendifferenzierung  von

MC3T3-Zellen (Zelllinie der Maus) positiv reguliert [191]. An denselben Zellen

konnte gezeigt werden, dass Glukokortikoide die Notch 1 und Notch 2-m-RNA-

Expression steigern konnte [140]. Allerdings gehen Pareira et al. von einer

negativen Osteoblastendifferenzierung durch Notch aus.

5.7.1. Notch 1

Notch 1, auch TAN 1 genannt, wurde zunächst in Vertebraten als ein Gen

identifiziert, das in chromosomaler Translokation mit dem TGRß-Gen in einigen

Fällen von akuter T-Zell Leukämie involviert war [33, 154].

Es konnte weiterhin gezeigt werden, dass Störungen im Notch 1-Signalweg die

terminale Differenzierung von Adipozyten verhinderten [52], und in Anwesenheit

von Glukokortikoiden die Apoptose umgangen wurde [119].

5.7.1.1. SaOS2-Zellen

Unter Vitamin C und ß-GP wie auch in den Kontrollen nahm die Expression von

Notch 1 konstant ab. Unter Vitamin D3 und Dexamethason fand sich bis

Kulturtag 14 eine hohe Expression.
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5.7.1.2. Humane Osteoblasten

Unter Dexamethason und Vitamin D3 fand sich eine maximale Notch 1-

Expression an Kulturtag 2.

5.7.1.3. Zuammenfassung

1. Die Notch 1-Expression wurde durch Dexamethason und Vitamin D3 sowohl

in SaOS2-Zellen, als auch in Osteoblasten positiv reguliert.

2. Die Notch 1-Expression war in proliferierenden Zellen verstärkt, nicht aber in

differenzierenden Zellen.

5.7.2. Notch 2

Eine Notch 2-Expression findet man wie Notch 1 in einer Vielzahl von Organen,

wie Thymus, Milz, Lunge, Herz, Hoden, Ovarien und im Zentralen Nervensystem

[73]. Fringe Proteine, die Glycotransferasen codieren, potenzieren das Serrate 1-

und Delta 1-Signal über den Notch 2-Rezeptor. Über den Notch 1-Rezeptor

blockieren die Proteine das Serrate 1-Signal [69].

5.7.2.1. SaOS2-Zellen

Unter Vitamin C und ß-GP war eine schwache, aber konstante Expression

nachweisbar. Zugabe von Dexamethason oder Vitamin D3 führte zu einer

Abnahme der Expressionsstärke.

5.7.2.2. Humane Osteoblasten

Wie bei den SaOS2-Zellen führte der Zusatz von Vitamin D3 zu einer Abnahme

der Notch 2-Expression. Die Zugabe von Dexamethson jedoch beeinflusste die

Genexpression nicht.

5.7.2.3. Zusammenfassung

1. Die Notch 2-Expression wurde durch Vitamin D3 negativ reguliert.

2. In differenzierenden Zellen blieb die Notch 2-Expression erhalten.
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5.7.3. Notch 3

Notch 3-m-RNA-Expression konnte in embryonalem Nervengewebe, Thymus und

Pankreas nachgewiesen werden [73]. Mutationen im Notch 3-Gen verursachen

Cadasil (Cerebral Autosomal Dominant Arteriopathy with Subcortical Infarcts

and Leukoencephalopathy), eine Arteriopathieform, die um das 45. Lebensjahr

auftritt [79, 78]. Bei der Innenohrentwicklung des Huhns scheint Notch 3 als

Antagonist zu Notch 1 zu fungieren [40].

5.7.3.1. SaOS2-Zellen

Eine Expression des Notch 3-Gens war nicht nachweisbar.

5.7.3.2. Humane Osteoblasten

Eine Expression von Notch 3 war ebenfalls nicht nachweisbar.

5.7.4. Notch 4

Notch 4 wird vorwiegend von endothelialen Zellen sowohl während der

embryonalen Entwicklung, als auch in adultem Gewebe exprimiert [212].

Mutationen im Notch 4 Gen führen bei Mäusen zur Entstehung von Mamma-

Carcinomen [8]. Die Mutationen im Gen verhindern die Kontaktinhibiton der

Zellproliferation in Zellen des Drüsenkörpers und es kommt zur Entstehung von

anaplastischen Karzinomen [177].

5.7.4.1. SaOS2-Zellen

Eine schwache Expression des Notch 4-Gens konnte in differenzierten Zellen

nachgewiesen werden. In den Kontrollen und unter Dexamethason fand sich keine

Expression. Unter Vitamin D3 kam es zu einer Zunahme der Expression an Tag

14 und 28.

5.7.4.2. Humane Osteoblasten

Lediglich unter Vitamin D3-Stimulation war eine Expression an Kulturtag 28

nachweisbar.
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5.7.4.3. Zusammenfassung

1. Die Notch 4-Expression wurde wie die Notch 1-Expression positiv durch

Vitamin D3 reguliert.

2. In differenzierenden Zellen war eine Notch 4-Expression nachweisbar.

5.8. Human Hairy

Human Hairy wurde 1994 von Feder et al. kloniert [45]. Es liegt auf Chromosom

3q28-q29. Die frühe Struktur des axialen Skeletts wird von Genen kontrolliert, die

die Segmentation des paraxialen Mesoderms in Somiten und die weitere

Differenzierung in Sklerotome regulieren [188]. Aus den Somiten entstehen die

vertebralen und dorsolateralen Rippen, die dorsal gelegene Dermis, die

Skelettmuskeln des Rumpfes und die Gliedmaßen [134]. Die Somatogenesis folgt

dabei einem genau festgelegten Zeitplan, der auch durch schwankende

Expressionslevel des Human Hairy-Gens mitbestimmt wird [139]. Ebenfalls eine

Rolle spielen die Fringe Proteine (ß3N-Acetylglucosaminyltransferasen), die

wiederum die Notch-Aktivität modulieren [47]. Hairy selbst ist eine downstream

Komponente im Notch Signalweg [141].

5.8.1. SaOS2-Zellen

Eine verstärkte Expression ließ sich nach Vitamin D3 Gabe an Kulturtag 28

beobachten. In differenzierten wie in proliferierenden Zellen konnte eine

schwache Expression des Gens nachgewiesen werden.

5.8.2. Humane Osteoblasten

Eine verstärkte Expression beobachtete man nach Vitamin D3 Gabe.

5.8.3. Zusammenfassung

1. Human Hairy wurde sowohl in SaOS2-Zellen, wie in humanen Osteoblasten

exprimiert.

2. Human Hairy wurde durch Vitamin D3 positiv reguliert.

3. Die Expression des Gens schien keine Rolle in der Zelldifferenzierung zu spielen.
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5.9. Molekularbiologische Untersuchungstechniken

Mit der RAP-PCR, sowie der RT-PCR stehen molekularbiologische Techniken

zur Verfügung, mit denen spezielle Gene nachgewiesen, unbekannte Gene

identifiziert und komplexe Interaktionen abgebildet werden können [124].

Die Differential Display Techniken haben gegenüber anderen Methoden mehrere

Vorteile: eine größere Anzahl verschiedener Proben kann direkt miteinander

verglichen werden; geringe Probenmengen werden benötigt; und zuletzt stellen

sie eine umfassendes Screeningverfahren dar, die eine Auswahl von Zielklonen in

kurzer Zeit erlaubt [104, 113, 164].

Zudem entfällt bei der von uns angewandet RAP-PCR der Umgang mit

radioaktiven Substanzen [168].

Aber die AP-PCR hat auch ihre Grenzen: Die Unterschiede in den Bandenstärken

wurden von uns aufgrund der Kontrollen nicht als Expressionunterschiede,

sondern  als Schwankungen in den eingesetzten RNA-Mengen gewertet. Von den

verwendeten Zellen zeigten ausschließlich SaOS2-Zellen eine Änderung ihrer

Morphologie unter Vitamin C und ß-Glycerophosphat-Stimulation. Änderungen

in der m-RNA-Genexpression konnten wir mit der AP-PCR jedoch nicht

nachweisen. Expressionsunterschiede von einzelnen Genen ließen sich dagegen in

den spezifischen RT-PCR sehr wohl nachweisen.

Ryoo et al. [164] konnten deutliche Unterschiede in der Genexpression in

differenzierenden Knochenzellen  mittels der Differenzial Display PCR zeigen.

Allerdings wurde hier die doppelte RNA-Menge (300 µg) eingesetzt. Aufgrund

der niedrigen Zellzahl zu Beginn der Versuche verwendeten wir eine Menge von

150 µg und 200 µg. Die isolierten RNA-Mengen am Ende des Versuchs

unterschieden sich aufgrund der viel höheren Zellzahl erheblich von den am

Anfang gewonnenen. Verdünnungsfehler konnten nicht sicher ausgeschlossen

werden. Schwankungen in der Genexpression haben wir in der Auswertung der

AP-PCR als minimale Schwankungen der m-RNA-Konzentration gewertet.

Bei den in Ryoos Arbeit gezeigten PCRs ist anzumerken, dass keine Kontollen

mit unterschiedlichen RNA-Konzentrationen gezeigt werden.
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Somit sind Schwankungen in den RNA-Konzentrationen auch hier nicht sicher

auszuschließen. Allerdings verwendet er in den Versuchen fetale Rattenzellen.

Die Auswirkungen des „Alters“ einer Knochenzelle und die Veränderung der

damit verbundenen Genexpression werden ausführlich weiter unten diskutiert.

5.10 Zellkultur

Primäre Knochenzellkultursysteme und klonale Tumorzelllinien repräsentieren in

der Literatur gängige Knochenzelldifferenzierungssysteme [5, 85, 159]. Inwieweit

sich primäre Knochenzellkulturen und klonale Zelllinien voneinander

unterscheiden, ist bisher kaum untersucht [11, 158]. Um eine Vergleichbarkeit

zum Menschen herstellen zu können, haben wir die humane Osteosarkomzelllinie

SaOS2 und primäre humane Osteoblasten verwendet. Primäre humane

Osteoblasten wurden durch Auswachsen von Hüftköpfen gewonnen. Auf eine

enzymatische Zellgewinnung wurde bewusst verzichtet, da diese zwar gängig

angewendet werden, der Effekt auf die Zellen selber aber bisher nur unzureichend

untersucht ist [77]. Die verwendeten Hüftköpfe stammen ausschließlich von

Patienten, die älter als 70 Jahre waren. Die Verwendung dieser Hüftköpfe wird

von der Marburger Ethikkommission als unbedenklich angesehen. Die

Verwendung von humanen embryonalen Stammzellen hingegen ist heute in

kritischer Diskussion. Auf tierische Stammzellen haben wir verzichtet, um die

Versuchsreihen miteinander vergleichen zu können.

Dexamethason bewirkt eine Differenzierung der Osteoprogenitorzelle zum

Osteoblasten [173] und ist somit als Differenzierungsfaktor geeignet [103]. Dabei

wird Dexamethason sowohl in primären Zellkulturen als auch in Zelllinien als

Differenzierungsfaktor verwendet [12, 34]. Erstaunlich dabei ist, dass manche

Autoren direkt von Kulturtag 1 Dexamethason anwenden, manche zu einem

späteren Zeitpunkt, was letztendlich nicht immer nachvollziehbar scheint.
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Ebenso supplementieren manche Autoren das Versuchsmedium zusätzlich mit

Vitamin C und ß-Glycerophosphat, um die Kalzifizierung der Matrix zu

ermöglichen, manche nicht. Aber alle sprechen von Zelldifferenzierung im Sinne

von organisierter Matrixmineralisation.

Um genau zwischen den Effekten der einzelnen Faktoren auf die Knochenzellen

unterscheiden zu können, haben wir Versuchsreihen mit allen Einzelfaktoren

durchgeführt.

Unter Dexamethason nahm sowohl bei den primären Osteoblasten als auch bei

SaOS2-Zellen die Proliferationsrate ab. Im Allgemeinen können Glucokortikoide

die Zellproliferation in verschiedenen Geweben und Zellen, wie z.B. in adulten

Rattenhepatozyten oder Fibroblasten, inhibieren. Dieser Effekt ist auch an

Osteoblasten beschrieben. Auf der anderen Seite können nach Glucokortikoidgabe

Knochenvorläuferzellen zu Osteoblasten differenzieren, sogar die Förderung von

Knochenneubildung in vitro konnte nach Glucokortikoidgabe beobachtet werden

[75, 96].

Eine Matrixmineralisation fanden wir in unseren Zellkulturen nicht. Die mit

Dexamethason stimulierten Zellen betrachten wir somit aus morphologischer

Sicht als nicht differenziert. Eine mögliche Ursache ist die zu geringe Menge an

anorganischem Phosphat im Kulturmedium (in dem verwendeten Medium kommt

anorganisches Phosphat in einer Konzentration von 0,9 mM vor), so dass eine

Matrixkalzifizierung nicht stattfinden konnte. Für die SaOS2-Zellen bezweifeln

wir, dass sie unter alleiniger Glucokortikoidgabe, wie in der Literatur beschrieben,

differenzieren.

Bei den primären Osteoblasten bleibt der Alterseffekt seitens der Patienten auf die

Zellen und ihre Teilungsfähigkeit zu bedenken. Altersbedingte Unterschiede im

Kultivierungsverhalten der Zellen sind nicht sicher auszuschließen.

Zwar waren die Osteoblasten Alkalische Phosphatase-positiv, doch letzlich haben

wir keine Aussage über die „Reife“ der Zellen. Sinnvoll scheint hier die

Reifebestimmung der Zellen mittels Antikörper, wie z.B. HOP-26 gegen

Osteoprogenitorzellen [80].



5. Diskussion

88

Seit langem ist bekannt, dass Vitamin D3 sowohl anabole als auch katabole

Effekte auf den Knochenstoffwechsel ausübt. Chronische Behandlung kann die

Zelldifferenzierung blockieren. Befinden sich die Zellen bereits in der Phase der

Matrixmineralisation, wird diese durch erst jetzt beginnende Stimulation verstärkt.

Werden Zellen kurzfristig zum Zeitpunkt der Proliferation mit Vitamin D3

behandelt, scheint es zu einer Differenzierung zu kommen [146].

In unseren Versuchen konnten wir keine morphologischen Unterschiede im

Vergleich zu den mitgeführten Kontrollzellen beobachten. Die möglichen

Ursachen sind bereits bei den mit Dexamethason stimulierten Zellen erläutert

worden.

In den mit ß-Glycerophosphat und Vitamin C behandelten SaOS2-Zellkuturen

konnte eine Matrixmineralisation sowohl lichtmikroskopisch als auch in der von-

Kossa-Färbung nachgewiesen werden. Auch bei der radiologischen Untersuchung

der Zellen ließen sich Kalkformationen nachweisen. Sie lassen sich jedoch nicht

sicher von Kalkniederschlag aus dem Medium abgrenzen, so dass hier

differenzierte Untersuchungen notwendig sind. Aus morphologischen

Gesichtspunkten durchlaufen die Zellen die Phase der Proliferation, der

Matrixreifung und Matrixmineralisation [180]. Die Zellen scheinen ein frühes

Stadium in der Osteoblastendifferenzierung zu repräsentieren. McQuillian et al.

machen dies unter anderem auch an der GCSP (Glycin Cleavage System P-

Protein) Synthese der Zellen fest. Das GCSP ist ein typisches Syntheseprodukt

von fetalem Knochen. Zudem konnte er nachweisen, dass die mineralisierte

Matrix der von neu entstandenem Knochen in situ ähnlich ist [117]. Da es sich um

eine transformierte Zelllinie handelt, steht eine ausreichende Zellzahl zur

Verfügung. Allerdings ist darauf zu achten, Zellen aus einer niedrigen Zellpassage

zu verwenden. Ab einer Passage von circa 12-15 konnten wir eine phänotypische

Veränderung der Zellen beobachten. Sie ließen sich morphologisch von

Fibroblasten nicht mehr unterscheiden und reagierten auf die angewendeten

Substanzen nicht mehr.
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Die mit ß-Glycerophosphat behandelten primären humanen Osteoblasten starben

in den ersten Kulturtagen. Der toxische Effekt von anorganischem Phosphat an

Knochenzellen wird von Meleti et al. auf die Blockade mitochondrialer Enzyme

zurückgeführt [118]. Der Effekt wurde aber nicht für ß-Glycerophosphat

beobachtet. Letzlich wurde eine sehr hohe, unphysiologische

Phosphatkonzentration von 10 mM eingesetzt. Boyen et al schlagen eine

Konzentration von 1-2 mM vor, also eher im physiologischen Bereich liegend

[16]. Vorstellbar wäre aber auch eine verstärkte Radikalbildung im

Zusammenhang mit den eingesetzten Antibiotika, die von der transformierten

Zelllinie toleriert wird, da ihr im Gegensatz zu den primären Osteoblasten

apoptoseinduzierende Signalproteine wie z.B. p53 fehlen.

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass SaOS2-Zellen ein geeignetes

Zellkulturmodell zur Untersuchung der Knochendifferenzierung darstellen, da sie

einen frühen Zeitpunkt in der osteoblastischen Differenzierung repräsentieren. Da

es sich um eine transformierte Zelllinie handelt, bleibt jeweils von neuem

abzuwägen, ob die Zellen für die jeweilig geplanten Fragestellungen geeignet

sind.

Die Verwendung der von uns eingesetzten primären humanen Osteoblasten halten

wir nur für eingeschränkt sinnvoll. Eine „Altersbestimmung“ der Zellen mittels

Antikörper für die Untersuchung von Differenzierungsvorgängen halten wir für

notwendig.
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Die Therapie von Erkrankungen des Knochengewebes, sowie von Frakturen und

deren Heilungsstörungen, setzt ein grundlegendes Verständnis des

Knochenstoffwechsels unter physiologischen Bedingungen und seiner

pathologischen Veränderungen voraus. Mit der rasanten Entwicklung

molekularbiologischer Verfahren stehen Techniken zur Verfügung, mit denen

komplexe Interaktionen im Zellstoffwechsel analysiert und funktionelle

Zusammenhänge besser erkannt werden können.

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, ein Screening der m-RNA-Genexpression in

humanen Knochenzellen während der Differenzierung durchzuführen. Primäre

humane Osteoblasten und die humanen Osteosarkomzellen SaOS2 wurden mit

Dexamethason, Vitamin D3, Vitamin C und ß-Glycerophosphat stimuliert und

morphologisch charakterisiert. Morphologische Veränderungen im Sinne einer

Matrixkalcifikation zeigten nur die mit Vitamin C und ß-Glycerophosphat

stimulierten SaOS2-Zellen. Die ebenfalls mit Vitamin C und ß-GP stimulierten

humanen Osteoblasten begannen ab dem dritten Kulturtag abzusterben und wurden

im weiteren Versuchsablauf nicht mehr berücksichtigt. Unter Dexamethason

Stimulation ließ sich sowohl bei den SaOS2-Zellen als auch bei den humanen

Osteoblasten ein Rückgang der Proliferationsrate beobachten. Die mit Vitamin D3

behandelten Zellen zeigten keinen Unterschied gegenüber den Kontrollzellen. Aus

morphologischer Sicht haben nur die Vitamin C- und ß-GP stimulierten SaOS2-

Zellen eine Differenzierung im Sinne einer Matrixmineralisation durchlaufen. Sie

stellen somit ein geeignetes Zellkulturmodell zur Knochendifferenzierung dar.

Allerdings ist der Einsatz der Zellen für molekularbiologische Untersuchungen

aufgrund des Fehlens von p 53 und des Retinoblastoms eingeschränkt und muss für

weitere Untersuchungen jeweils von neuem durchdacht werden. Den Einsatz von aus

Hüftköpfen gewonnenen humanen Osteoblasten halten wir ebenfalls für

eingeschränkt sinnvoll. Der Effekt des Patientenalters auf die Zellen ist nicht gut

untersucht. Über den Effekt auf den Knochenstoffwechsel konnte keine Aussage

getroffen werden. Eine Zelldifferenzierung beobachteten wir nicht.
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Als Untersuchungsmethoden wurde zum einen als Screening-Methode eine Variante

der Differential Display-Polymerasekettenreaktion, die RNA-Arbitrarily Primed-

PCR, zum anderen die Expression verschiedener Differenzierungs-assoziierter Gene

mit Hilfe einer spezifischen Reverse Transkription-PCR untersucht. Mit der RNA-

Arbitrarily Primed-PCR konnte für keine der Versuchsreihen ein unterschiedliches

Genexpressionsmuster festgestellt werden.

Mit der spezifischen Reverse Transkription-PCR konnte die Regulation sowohl von

knochenspezifischen als auch von unspezifischen Genen nachgewiesen werden.

Besonders hervorzuheben ist die differentielle Regulation der Notch 1, 2 und 4-

Rezeptoren durch Vitamin D3. Das ähnliche Expressionsverhalten sowohl in SaOS2-

Zellen als auch in humanen Osteoblasten legt eine grundlegende Expression von

Notch-Rezeptoren und deren Beteiligung an der Knochenzelldifferenzierung nahe.

Der Notch-Signalweg könnte somit einen neuen Ansatz in der Therapie von

Erkrankungen des Knochengewebes darstellen.
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