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Zusammenfassung 

Die Zahl degenerativer Erkrankungen wie Parkinson oder diabetische Retinopathie steigt 

weltweit. Trotz der drastischen Zunahme sind diese Erkrankungen bis heute nicht heilbar. 

Infolgedessen ist die Entwicklung neuer Behandlungsmethoden und potentieller Wirkstoffe zur 

Therapie der Erkrankungen von enormer Bedeutung. Dabei gestaltet sich die Validierung der 

Wirksamkeit dieser Wirkstoffe sowie eine direkte Erforschung im Patienten schwierig. Folglich 

werden Tierversuche herangezogen, die jedoch aufgrund speziesspezifischer Unterschiede häufig 

nicht auf den Menschen übertragbar und ethisch schwer vertretbar sind. Infolgedessen beschäftigt 

sich das Tissue Engineering mit der Entwicklung von in vitro Modellsystemen, welche menschliches 

Gewebe oder Organe so exakt wie möglich abbilden sollen. Besonders im Fokus stehen dabei 

Organ-on-a-chip Systeme. Dies sind mikrofluidische funktionelle Modellsysteme, die zur 

Nachbildung von miniaturisierten Organsystemen und Krankheitsbildern eingesetzt werden 

können. Solche Modelle auf Basis humaner Zellen können zukünftig zur spezifischeren 

Wirkstofftestung sowie zur Entwicklung neuer Therapiemöglichkeiten beitragen. 

 

Das Ziel der vorliegenden Arbeit war die in vitro Rekonstruktion der retinalen neurovaskulären 

Einheit (rNVU) im Auge sowie der neurovaskulären Einheit (NVU) im Gehirn im 

Organ-on-a-chip System vasQchip. Der vasQchip besteht aus einem porösen halbrunden 

Mikrokanal, welcher zur Nachbildung eines Blutgefäßes mit Endothelzellen ausgekleidet und zur 

Erzeugung eines artifiziellen Blutflusses an eine Mikrofluidik angeschlossen werden kann. Das 

umliegende Kompartiment ermöglicht die Rekonstruktion von vaskularisierten 3D-Gewebe. Um 

die physiologischen Besonderheiten der beiden vaskulären Einheiten zu berücksichtigen, war die 

Etablierung einer dichten Barriere der Blut-Hirn-Schranke (BBB) in der NVU sowie der inneren 

Blut-Retina-Schranke (iBRB) in der rNVU maßgeblich. Die iBRB und BBB gewährleisten einen 

geregelten Stoffaustausch zwischen Retina beziehungsweise Gehirn und dem Blutsystem. Der 

dichte Barrierecharakter wird unter anderem durch Tight Junctions zwischen benachbarten 

Endothelzellen und durch spezifische Transporter wie den Efflux-Pumpen sichergestellt.  

 

Zur Etablierung eines dichten iBRB-Endothels im vasQchip wurden geeignete 

Kultivierungsbedingungen im Mikrokanal untersucht und optimiert. Durch das Anlegen eines 

Flusses und den daraus resultierenden Scherkräfte konnte ein dichtes iBRB-Endothel im 

Mikrokanal des vasQchips erzielt werden. Auch weitere Zelltypen der rNVU wie Perizyten und 

Astrozyten tragen zur Ausbildung und Aufrechterhaltung der iBRB bei. So konnte nach 

Validierung einer Kokultur der drei Zelltypen im vasQchip eine erhöhte Expression spezifischer 

Barriere-Marker sowie die Funktionalität einer der wichtigsten Gatekeeper der Barrierefunktion, die 

Efflux-Pumpe P-gp, festgestellt werden. Auch erste Ansätze zur dreidimensionalen Kultivierung 

von Astrozyten in Gerüststrukturen wie natürlichen Hydrogelen auf Kollagenbasis und 
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semi-synthetischen Hydrogelen (GelMA), welche die extrazelluläre Matrix (EZM) imitieren, 

wurden erzielt. Hierbei wurden Hydrogele verwendet, die der Festigkeit von retinalem Gewebe 

entsprechen.  

Im letzten Schritt wurde das iBRB-Modell inklusive Perizyten und Astrozyten so verändert, dass 

es das Krankheitsbild der diabetischen Retinopathie abbilden konnte. So konnte ein 

Funktionsverlust der iBRB durch eine verminderte Expression wichtiger Barriere-Marker sowie 

eine höhere parazelluläre Permeabilität erzielt werden. Durch zusätzliche Behandlung mit einem 

in der Literatur bewährten potentiellen Wirkstoff konnte die Barrierefunktion der iBRB zwar 

erhöht, aber nicht zuverlässig regeneriert werden.  

 

Im Vergleich zur iBRB/rNVU gibt es zahlreiche BBB/NVU-Modelle, welchen es jedoch häufig an 

einigen Zelltypen der NVU fehlt. Neben Perizyten, Astrozyten, Mikroglia und Endothelzellen 

wurde das NVU-Modell im Rahmen dieser Arbeit ebenfalls aus Neuronen aufgebaut. Diese 

wurden aus humanen induzierten pluripotenten Stammzellen (iPSC) differenziert und hinsichtlich 

ihrer Morphologie, Expression zelltypischer Marker und Aktivität evaluiert. Nach einer 

Untersuchung von geeigneten Kultivierungsbedingungen konnte ein Kokultur-Modell der fünf 

Zelltypen einschließlich Neuronen im vasQchip etabliert und validiert werden. Auch die in der 

Literatur beschriebenen positiven Einflüsse der Zellen auf die Barrierefunktion im Endothel konnte 

mithilfe von RT-qPCR Analysen und TEER-Messungen sowie einem Funktionalitätstest der 

Efflux-Pumpe BCRP bestätigt werden. Zur Entwicklung eines 3D-Gewebemodells wurden 

Neuronen zur Ausdifferenzierung in natürliche Hydrogele auf Kollagenbasis und 

semi-synthetische Hydrogele (GelNB/GelS) eingebracht, welche in ihrer Festigkeit dem 

Hirngewebe ähneln. So wirkte sich zwar die Einbettung der Neuronen auf die Viabilität der Zellen 

negativ aus, dennoch konnte im natürlichen Hydrogel ein dichtes neuronales Netzwerk erzeugt 

werden. Diese dreidimensionalen Netzwerke wurden anschließend in das vollständige 

NVU-Modell im vasQchip integriert und fluidisch langzeitkultiviert. Auch mithilfe des 

3D-Bioprintings wurden erstmals iPSC-differenzierte Neuronen trotz mangelnder Ausrichtung im 

druckbaren GelNB/GelS auf dem vasQchip extrudiert und fluidisch kultiviert.  

Im letzten Schritt wurden erste Ansätze zur Abbildung des Krankheitsbilds von Parkinson in Form 

einer Neuroinflammation erzielt. So konnte eine Aktivierung der Mikroglia sowie ein 

Funktionsverlust der BBB nachgewiesen werden. Darüber hinaus wurde mithilfe von Wirkstoffen 

zur Therapie von Parkinson und neuartigen Drug-Delivery-Systemen die Eignung des vasQchips 

als Testmodell für therapeutische Wirkstoffe überprüft. 

 

Anhand der vorliegenden Arbeit wurden wichtige Erkenntnisse zur Krankheitsmodellierung und 

Wirkstofftestung erzielt, die als Fundament zur Entwicklung einsatzfähiger in vitro Organsysteme 

fungieren. Durch Kombination verschiedener Technologien des Tissue Engineerings wie 

3D-Bioprinting und Stammzellsystemen können langfristig exakte Nachbildungen von Organen 

erzielt werden und damit zur Behandlung von degenerativen Erkrankungen beitragen.  
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1 Einleitung 

Aktuelle Fortschritte in der Medizin sowie in der Technik ermöglichen es, die Lebensdauer des 

Menschen signifikant zu verlängern.1 Gleichzeitig steigt global mit zunehmenden Alter die 

Inzidenz der degenerativen Erkrankungen wie Alzheimer, Parkinson, Multiple Sklerose oder 

Diabetes mellitus einschließlich der diabetischen Retinopathie.2-4 Ursache sind neben der 

steigenden Lebenserwartung sowie genetischen Prädispositionen schlechter werdende 

Umweltbedingungen und eine ungesunde Lebensweise.5-7 Weltweit ist Parkinson nach Alzheimer 

die zweithäufigste neurodegenerative Erkrankung.8,9 Forschern zufolge soll sich die Zahl der 

Parkinsonerkrankungen bis zum Jahr 2040 um den Faktor 2,83 erhöhen, sodass bis zu 17 Millionen 

Menschen betroffen sein werden.5 Auch die Anzahl der Diabetiker soll bis 2045 von 463 Millionen 

auf 700 Millionen Individuen steigen.7,10 Trotz der steigenden Anzahl an Menschen, die unter 

solchen degenerativen Erkrankungen leiden, sind diese bis heute nicht heilbar.11-14 Demnach ist das 

Erforschen alternativer Behandlungsmethoden und potentieller Wirkstoffkandidaten gegen diese 

Erkrankungen notwendig. Heutzutage ermöglicht unter anderem der enorme Fortschritt in der 

kombinatorischen Synthese die Herstellung einer großen Vielfalt an potentiellen 

Wirkstoffkandidaten.15,16 Jedoch ist die Überprüfung neuer potentieller Wirkstoffe auf ihre 

Wirksamkeit sowie eine direkte Erforschung der degenerativen Erkrankungen im Patienten nur 

eingeschränkt möglich. Infolgedessen werden häufig Tierversuche herangezogen.17,18 Diese liefern 

teilweise wichtige Erkenntnisse zur Pathologie verschiedener degenerativer Erkrankungen.19 

Zudem kann die Toxizität, die Wirkmechanismen sowie das Penetrationsverhalten der 

potentiellen Wirkstoffe in vivo untersucht werden.20-22 Dennoch sind die erzielten Erkenntnisse 

aufgrund speziesspezifischer Unterschiede häufig unzureichend auf den Menschen 

übertragbar.23,24 So konnten Studien zeigen, dass 80 % der getesteten Wirkstoffe aus präklinischen 

Tierversuchsstudien nach humaner Testung in der klinischen Phase scheitern.18,25 Darüber hinaus 

werden Tierversuche im Rahmen der Tierethik gesellschaftlich zunehmend kontrovers 

diskutiert.17,20 Infolgedessen werden alternative in vitro Modellsysteme benötigt, welche eine 

möglichst naturgetreue Nachbildung menschlicher Gewebesysteme sowie Krankheitsbilder 

ermöglichen. Derartige Modelle auf Basis humaner Zellen haben zukünftig das Potential, 

potentielle Wirkstoffe effizienter zu testen und zur Entwicklung neuer Behandlungsmöglichkeiten 

auf zellulärer Ebene beizutragen. Daher richtet sich heutzutage der Fokus der Forschung auf das 

Tissue Engineering.26,27  
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1.1 Tissue Engineering  

Der Begriff Tissue Engineering wurde erstmals 1988 von der National Science Foundation (NSF) 

definiert und ist ein interdisziplinäres Forschungsgebiet, welches die Entwicklung von 

funktionellen naturgetreuen in vitro Gewebemodellen beinhaltet.26,28,29 Es kombiniert dabei 

Technologien der Ingenieur- sowie Naturwissenschaften, um die Diskrepanz zwischen 

natürlichem und künstlichem Gewebe bis auf zellulärer Ebene zu überwinden.30-32 Die Grundlage 

dabei ist die Verwendung von Zellen, Gerüststrukturen und Wachstumsfaktoren.27 Schon seit den 

späten 90er Jahren rückt das Tissue Engineering besonders in der regenerativen Medizin immer 

mehr in den Fokus.29,32 So konnten in den letzten Jahren deutliche Fortschritte in der Biomedizin 

zur Rekonstruktion von künstlichen Spenderorganen erzielt werden.26,27,32 Darüber hinaus können 

durch Integration neuartiger Technologien wie Stammzellkulturen oder dem 3D-Bioprinting neue 

Maßstäbe zur personalisierten Medizin gesetzt werden.32,33 Auch die Rekonstruktion von 

funktionellen in vitro Gewebe- und Organsystemen sowie die Modellierung verschiedener 

Erkrankungen ist im Tissue Engineering von besonderem Interesse.34 Derartige Modellsysteme 

ermöglichen neben einer Reduktion von Tierversuchen eine gezieltere Überprüfung von 

potentiellen Wirkstoffkandidaten in der präklinischen Phase.34,35 Darüber hinaus erlauben diese 

Modelle eine Untersuchung von pathologischen Mechanismen verschiedener Erkrankungen auf 

molekularer Ebene, was zur Entwicklung neuer therapeutischer Behandlungsmöglichkeiten 

beiträgt.35  

1.1.1 Modellsysteme im Tissue Engineering 

Das einfachste und häufigste Modellsystem im Tissue Engineering stellt die konventionelle humane 

2D-Zellkultur dar.36 Hierbei werden adhärente Zellen unter geeigneten Bedingungen auf einer 

planaren Polystyrol- oder Glasoberfläche in einem Nährmedium kultiviert.36 Seit mehr als 

40 Jahren finden solche 2D-Monozellkulturen in der Forschung unter anderem zur 

Charakterisierung von Wirkstoffen Verwendung (Abbildung 1).37,38 Diese Modellsysteme zeichnen 

sich durch einfache Handhabung, Reproduzierbarkeit und Kosteneffizienz aus, jedoch spiegeln sie 

nicht die dreidimensionale Anordnung von Zellen im menschlichen Körper wider.37,39 So kann 

anhand dieser primitiven Modelle die Komplexität eines Organs oder eines ganzen Organismus 

nicht abgebildet werden.35 Damit ist die Übertragbarkeit der erzielten Resultate in 

2D-Modellsystemen auf den Menschen eingeschränkt.36,38 Infolgedessen erlangten 

dreidimensionale Modellsysteme in den letzten Jahrzehnten immer mehr an Popularität.36,37,39 Im 

menschlichen Körper wachsen Zellen in dreidimensionalen hochkomplexen Gewebestrukturen, in 

denen verschiedene Zelltypen von einer extrazellulären Matrix (Extracellular Matrix, EZM) 

umgeben sind.37,40 Eine dreidimensionale Kultivierung der Zellen erlaubt somit eine 

in vivo ähnliche gewebetypische Mikroumgebung und damit eine Ausbildung zahlreicher 

Zell-Zell-Kontakte sowie Zell-Matrix-Kontakte.36 Diese ermöglichen eine korrekte 

Zelldifferenzierung, Proliferation und Funktionalität der Zellen.36,37,39 Darüber hinaus spielt eine 
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dreidimensionale Kultivierung der Zellen eine wesentliche Rolle in der Morphologie, 

Signalweiterleitung sowie im Stoffwechsel.36,38 Eine der ersten 3D-Zellkulturen wurde in den 

70er-Jahren etabliert.36 Dabei handelte es sich um einfache solide kugelförmige Zellaggregate, 

sogenannte Sphäroide. Sphäroide können entweder in Suspension oder auf nicht-adhäsiven 

Oberflächen generiert werden (Abbildung 1).36-38 Hierbei akkumulieren adhärente Zellen aufgrund 

ihrer Neigung zur Zellaggregation.37 Besonders in der Rekonstruktion von Tumoren finden 

Sphäroide in der Krebsforschung sowie in präklinischen Studien Verwendung.36,39 Neben 

Sphäroiden können Zellen auch in EZM-imitierende Gerüststrukturen eingebettet werden, welche 

ein dreidimensionales Wachstum über mehrere Ebenen erlauben.38,41 Durch Kombination mit dem 

3D-Bioprinting wird dabei eine präzise und kontrollierte 3D-Anordnung der druckbaren 

EZM-imitierenden Substanz gewährleistet (Abbildung 1).32,42  

 

 

Abbildung 1: Verschiedene Modellsysteme zur Modellierung von Gewebe im Tissue Engineering. Das einfachste 
Modellsystem stellt die 2D-Zellkultur dar, in dem Zellen auf einer planaren Oberfläche kultiviert werden. Um 
zusätzlich eine dreidimensionale Mikroumgebung zu schaffen, werden 3D-Zellkulturen verwendet. Dabei können 
Zellen als Zellaggregate oder eingebettet in einer EZM-imitierenden Struktur wie beispielsweise einem Hydrogel, 
vorliegen. Durch Kombination mit 3D-Bioprinting kann bei Letzterem eine präzisere Platzierung erzielt werden. 
Um funktionelle Gewebesysteme in ihrer Komplexität besser abbilden zu können, werden TranswellÒ-Systeme 
herangezogen. Jedoch bleiben mechanische Stimuli in diesen statischen Modellen unberücksichtigt. Dagegen 
ermöglichen Organ-on-a-chip Systeme die Integration von dynamischen Prozessen wie beispielsweise einem 
artifiziellen Blutstrom. Die Komplexität der Modellsysteme nimmt dabei von 2D-Zellkulturen bis zu 
Organ-on-a-chip Systemen zu (modifiziert nach Pfister).14  

Obwohl 3D-Modellsysteme im Vergleich zu 2D-Modellsystemen die strukturellen 

in vivo Gegebenheiten von Gewebe besser abbilden, fehlen weiterhin essentielle Faktoren zur 

Nachbildung funktionaler Gewebesysteme. Dazu gehören mechanische Stimuli wie die 

Kontraktion und Expansion einer Lunge oder der Blutstrom und die daraus resultierenden 
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Scherkräfte.35,43,44 Neben diesen spielen auch variierende biochemische Gradienten und 

Grenzflächen zwischen zwei Gewebsschichten eine wichtige Rolle für eine korrekte Funktion 

sowie Anordnung der Zellen in einem Gewebe.45 Mithilfe von TranswellÒ-Systemen kann eine 

zusätzliche Komplexität in einem Modellsystem erzeugt werden. Hierbei werden zwei 

Zellschichten durch eine 10 µm dicke permeable Membran getrennt kultiviert (Abbildung 1).46,47 

Dennoch mangelt es solchen statischen Modellen weiterhin an dynamischen Prozessen zur 

Abbildung authentischer komplexer Organsysteme. Jüngste Fortschritte haben die Entwicklung 

von miniaturisierten mikrofluidischen Organsystemen, die sogenannten Organ-on-a-chip Systeme 

ermöglicht.38,48 Diese können unter kontrollierbaren physiologischen Bedingungen zur 

Nachahmung verschiedener Organsysteme und Krankheitsmodelle eingesetzt werden.48,49 Hierbei 

werden Zellen oder ex vivo Gewebe über einen bestimmten Zeitraum in vorgefertigte 

miniaturisierten in vitro Organchips eingebracht (Abbildung 1).48-50 Durch Integration einer 

Mikrofluidik werden artifizielle Blutströme erzeugt, welche zur Vaskularisierung des 

in vitro Gewebemodells beitragen.34,35,48  

1.1.2 EZM und Hydrogele 

Jedes Gewebe und Organ im menschlichen Körper wird durch Zellen, welche in eine 

nicht-zelluläre dynamische Komponente (EZM) eingebettet sind, organisiert.51-54 Die EZM ist ein 

hoch komplexes makromolekulares Netzwerk aus strukturellen Proteinen.51 Die 

Hauptkomponenten bilden Proteoglykane und die faserartigen Proteine Kollagen, Elastin, 

Fibronektin und Laminin.51,52,55 Eine Interaktion der faserartigen Proteine ermöglicht die 

Generierung von multi-molekularen mechanischen Strukturen, welche das komplexe 

dreidimensionale Matrix-Netzwerk aufbauen.51 Dabei sind die Zwischenräume dieser 

charakteristischen Netzwerke mit Wasser und Proteoglykan ausgefüllt.54 Die individuelle 

Zusammensetzung der EZM variiert nach Gewebe und Funktion.51 So sind im Gehirn vermehrt 

strukturelle Proteine wie Lecticane und Hyaluronsäure vertreten.56 Zellen können durch ihre 

Oberflächenrezeptoren wie Integrine oder Diskoidin-Domäne-Rezeptoren mit der EZM 

interagieren.51,54,55 Neben einer Stütz- und Gerüstfunktion für die Zellen, spielt die EZM eine 

wesentliche Rolle in deren Wachstum, Differenzierung, Morphogenese sowie in der Homöostase 

einzelner Gewebe.51-55 Darüber hinaus reguliert die EZM das Migrationsverhalten sowie die 

Polarität der zellulären Komponenten.51,54 

Um in vitro funktionelle Gewebesysteme zu kreieren, werden EZM-imitierende Strukturen, die 

den Eigenschaften einer in vivo EZM nachkommen, benötigt. Daher liegt das Hauptaugenmerk in 

den letzten 50 Jahren auf der Entwicklung von Hydrogelen, die aufgrund ihres breiten 

Anwendungsspektrums in biologischen und biomedizinischen Bereichen immer häufiger 

Verwendung finden.57-59 Hydrogele sind wasserunlösliche Polymer-Netzwerke mit hydrophilen 

Eigenschaften.57,58 Sie sind in der Lage aufgrund hydrophiler funktioneller Gruppen große Mengen 

an Wasser einzulagern.57-60 Aufgrund dessen besitzen Hydrogele gewebeähnliche Eigenschaften, 

was sie für das Tissue Engineering besonders attraktiv macht.57,59 Darüber hinaus können Zellen in 
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Hydrogele eingeschlossen werden, wobei eine dreidimensionale gewebeähnliche 

Mikroumgebung simuliert wird.57,59 Bei der Charakterisierung von Hydrogelen wird nach 

Gewinnungsart der zu vernetzenden Polymerketten in natürliche, synthetische oder 

semi-synthetische Hydrogele unterschieden.59 Natürliche Hydrogele stammen unter anderem aus 

Proteinen der EZM wie Hyaluronsäure, Fibronektin und Kollagen.59,60 Auch natürliche Hydrogele 

aus Cellulose, aus der Alge (Alginat), aus dem Hydrolyseprodukt von Kollagen (Gelatine) oder 

aus Chitin (Chitosan) finden häufig Verwendung.59-61 Synthetische Hydrogele hingegen werden 

meist aus Polyvinylalkohol (PVA) oder Polyethylenglykol (PEG) gebildet.59 Dabei kann eine 

Vernetzung der verschiedenen Polymerketten zu einem 3D-Netzwerk physikalisch oder chemisch 

erfolgen.58,60 Im Gegensatz zur chemischen Vernetzung haben physikalisch vernetzte Hydrogele 

den Vorteil, dass die Zugabe eines chemischen Initiators nicht erforderlich ist.58 Die Vernetzung 

findet beispielsweise durch Änderung der Temperatur oder des pH-Wertes statt.58,62 Jedoch 

entsteht dabei eine weniger mechanisch stabile Vernetzung, welche anfälliger für 

Degradierungsprozesse ist.58 Natürliche Hydrogele weisen im Vergleich zu synthetischen 

Hydrogelen eine höhere Biokompatibilität, zelluläre Wechselwirkungen sowie eine biologische 

Abbaubarkeit auf.59,60 Zudem kreieren natürliche Hydrogele eine physiologischere 

Mikroumgebung.59,60,62 Im Gegensatz dazu gewährleisten synthetische Hydrogele eine höhere 

Wasseraufnahmekapazität, eine längere Beständigkeit sowie eine höhere mechanische 

Festigkeit.57,59,60 Daher wurden in den letzten 20 Jahren natürliche Hydrogele nach und nach durch 

synthetische Hydrogele ersetzt.57,59 Dennoch mangelt es den synthetischen Hydrogelen häufig an 

Adhäsionsstellen für zelluläre Interaktionen.60,63 Daher liegt der Fokus in biologischen sowie 

biomedizinischen Anwendungen auf semi-synthetischen Hydrogelen, welche die Vorteile von 

natürlichen sowie synthetischen Polymeren vereinen.60,63 Dabei werden natürliche Materialien 

chemisch so modifiziert, dass diese ein stabiles semi-synthetisches Polymer abbilden.60,63 

Grundlage hierbei ist die Modifizierung der Seitenketten des Rückgrates des natürlichen Materials. 

Ein Beispiel ist die Funktionalisierung von Gelatine.64 Um Gelatine als stabiles Polymer 

beziehungsweise Hydrogel zu nutzen, werden die Lysinseitenketten der Gelatine zu GelMA 

methacryliert.60,65 Anschließend können diese funktionalisierten Polymere durch Zugabe eines 

Photoinitiators und Bestrahlung mit Licht geeigneter Wellenlänge zu einem polymeren 

3D-Netzwerk kovalent verknüpft werden.60,65 Dabei können Zellen in diese Gelmatrix eingebettet 

werden, um 3D-Kulturen zu erzeugen (Abbildung 2). 
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Abbildung 2: Schematische Darstellung für eine Funktionalisierung und photochemische Vernetzung von 
semi-synthetischen Hydrogelen und die Einbettung von Zellen. Das natürliche Material wird zu einem 
semi-synthetischen Polymer funktionalisiert. Durch Zugabe eines geeigneten Photoinitiators und Bestrahlung mit 
Licht geeigneter Wellenlänge können Zellen in einem kovalent vernetzten Hydrogel eingebettet werden 
(modifiziert nach Grosshäuser).66  

1.1.3 Organ-on-a-chip Systeme 

Organ-on-a-chip Systeme haben in den letzten Jahren im Bereich des Tissue Engineerings immer 

mehr an Bedeutung gewonnen.48,49,67 Dabei wurde das Konzept erstmals 2004 publiziert und 

seitdem kontinuierlich weiterentwickelt, sodass es heutzutage zu den zehn 

erfolgversprechendsten Technologien dieses Fachbereichs gezählt wird.48,68 So stieg die Anzahl 

von Publikationen, innovativer Technologie und Unternehmen in diesem Bereich weltweit.48,49 

Durch Kombination der Zellbiologie, Ingenieurswissenschaft sowie der Biomaterialtechnologie 

konnten diese kostengünstigen mikrofluidischen Zellkultur-Plattformen entwickelt werden, 

welche durch Mikrofabrikationstechniken hergestellt werden.68 Das Ziel ist es, menschliche 

in vivo ähnliche funktionelle Gewebe- oder Organeinheiten zu rekonstruieren.48,49,67,68 So konnten 

bereits Organeinheiten wie die Leber, das Gehirn, die Lunge oder die Niere in solchen 

mikrofluidischen Systemen etabliert werden.49,69,70-72 Derartige Modelle sind in der Lage 

Gewebe-Gewebe- und Zell-Zell-Interaktionen, Grenzflächen sowie räumlich und zeitlich 

variierende biochemische Gradienten nachzubilden.49,68 Des Weiteren können durch Integration 

einer Mikrofluidik artifizielle Blutströme und eine Vaskularisierung des Gewebes erzeugt 

werden.40,72 Damit bieten Organ-on-a-chip Systeme gegenüber primitiven statischen 2D- sowie 

3D-Zellkulturen einzigartige Vorteile, indem sie eine in vivo ähnlichere, dynamischere und 

physiologischere Mikroumgebung für Zellen anbieten.48,49,68 Diese kleinsten funktionellen 

Einheiten verfügen über ein enormes Potential das Verständnis von menschlichen Gewebe- und 

Organeinheiten zu erweitern.48,49,68 Zudem bieten solche Modelle ein essentielles Instrument zur 

Etablierung der personalisierten Medizin.48,49 Darüber hinaus können verschiedene 
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Krankheitsmodelle integriert werden, um Wirkstoffe präzise unter skalierbaren Bedingungen zu 

untersuchen.48,49,68 So können bereits in der präklinischen Phase erste Erkenntnisse über die 

Wirkstoffverträglichkeit, den Wirkmechanismus oder die Wirksamkeit gesammelt werden, um die 

Patientensicherheit in klinischen Phasen zu verbessern. Dabei kann im Vergleich zu Tierversuchen, 

durch Verwendung von humanen Materialien die limitierte Übertragbarkeit aufgrund genetischer 

Unterschiede überwunden werden.49,68 Organ-on-a-chip Systeme haben damit das Potential als 

zukünftige Ersatzstrategie für Tierversuche langfristig die Arzneimittelforschung zu 

verändern.48,49,68  

Der am Karlsruher Institut für Technologie (KIT) in der Arbeitsgruppe Schepers entwickelte 

vasQchip stellt ein Beispiel für ein solches Organ-on-a-chip System dar (Abbildung 3).72  

 

 

Abbildung 3: Schematische Darstellung des Organ-on-a-chip Systems vasQchip. Das vaskularisierte 
Organsystem besteht aus einem halbrunden Mikrokanal und einem umgebenden Kompartiment. Während der 
poröse halbrunde Mikrokanal zur Nachbildung eines Blutgefäßes mit Endothelzellen ausgekleidet wird, können 
in das umgebende Kompartiment organspezifische 3D-Zellkulturen integriert werden. Der Anschluss an eine 
Mikrofluidik simuliert einen artifiziellen Blutstrom, versorgt die Zellen mit Nährstoffen und fördert die 
naturgetreue Morphologie sowie die Entwicklung der Zellen (modifiziert nach Kappings et al.).72 

Der vasQchip besteht wie die Mehrheit der Organ-on-a-chip Systeme aus zwei Kompartimenten, 

welche durch eine dünne poröse Membran räumlich getrennt werden. Eine Besonderheit des 

vasQchips ist die halbrunde Form des Mikrokanals aus Polycarbonat (PC), welche im Vergleich zu 

anderen rechteckigen Systemen die natürliche Geometrie eines in vivo Blutgefäßes besser 

abbildet.72 Das größere darunterliegende Kompartiment umgibt dabei den Mikrokanal und steht 

über die poröse PC-Membran mit diesem in Kontakt. Zur Nachbildung eines Blutgefäßes, kann 

der vasQchip mit Endothelzellen ausgekleidet werden. Durch anschließende Integration einer 

Mikrofluidik wird ein artifizieller Blutstrom und daraus resultierende Scherkräfte erzeugt. Diese 

gewährleisten in vivo die naturgetreue Morphologie, Entwicklung und Funktionalität der 

Endothelzellen.49,68 Anhand von Endothelzellen aus der Nabelschnur (HUVEC) konnten die durch 

Scherkräfte verursachten physiologischen Eigenschaften im Mikrokanal des vasQchips 
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nachgewiesen werden.72 Darüber hinaus ermöglicht die halbrunde Form des Mikrokanals im 

Vergleich zu eckigen Strukturen eine bessere Verteilung der Scherkräfte über die gesamte 

Kanaloberfläche.72 Das umgebende Kompartiment erlaubt die Integration von organspezifischen 

Zellen. Durch Einbettung der Zellen in EZM-imitierende Stützstrukturen wie Hydrogele können 

organspezifische 3D-Zellkulturen generiert werden. Damit ist die Etablierung von 

dreidimensionalen durchbluteten Organsystemen im vasQchip realisierbar. 

Die Herstellung des PC-Mikrokanals basiert auf der von Giselbrecht et al. am KIT entwickelten 

SMART-Technologie (Substrate modification and replication by thermoforming, SMART).73 Diese wird 

prinzipiell in drei Schritte unterteilt.73 Zur Herstellung der porösen PC-Mikrokanäle werden 

kommerziell erwerbliche mit Schwerionen beschossene PC-Membranen (10-50 µm dick, 

106 Ionenspuren/cm2) verwendet (Abbildung 4).72  

 

 

Abbildung 4: Herstellung des porösen Mikrokanals sowie des vasQchips. Die Herstellung des porösen 
Mikrokanals erfolgte nach der SMART-Technologie von Giselbrecht et al.73 Mit Schwerionenbeschuss behandelte 
PC-Membrane wurden im Thermoform-Prozess in halbrunde Mikrokanäle geformt. Im Anschluss konnte durch 
nasschemisches Ätzen die latente Ionenspur zu Poren geöffnet werden. Die Anbringung des porösen Mikrokanals 
auf einen PC-Block erfolgte durch Laserschweißen. Im letzten Schritt konnte das umgebende Kompartiment 
mithilfe eines Deckglases sowie eines Kleberinges verschlossen werden. Anschließend konnten biologische 
Applikationen unter einer mikrofluidischen Kultivierung durchgeführt werden (modifiziert nach Grün et al.).74  

Im nächsten Schritt wird durch Hitze und Druck eine halbrunde Kanalstruktur (Breite: 1 mm, 

Länge: 2 cm, Tiefe: 300 µm) in der modifizierten PC-Membran geformt (Thermoformen).72-74 

Anschließend wird durch nasschemisches Ätzen des halbrunden Mikrokanals eine Öffnung der 

latenten Ionenspur erzielt.72-74 Dabei bestimmt die Ätzbedingung die Porengröße der 
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Mikrokanäle (1-5 µm). Danach können die gefertigten halbrundgeformten porösen Mikrokanäle 

durch Laserschweißen auf einen PC-Block angebracht werden. Ein Anbringen eines Kleberinges 

sowie eines Deckglases ermöglicht das Verschließen des umgebenden Kompartiments.72,74 

Anschließend können die vasQchips für biologische Anwendungen fluidisch kultiviert werden 

(Abbildung 4). 

1.2 Barrieren im menschlichen Körper 

Aus einer physiologischen Perspektive ist es möglich den menschlichen Körper als eine 

Anhäufung von gas- und flüssigkeitsgefüllten Kompartimenten aufzufassen.75,76 So sind 

Harnblase, Dickdarm, Lunge, Prostata oder der Magen kennzeichnende Beispiele dafür.75 Für eine 

korrekte Funktionalität der einzelnen Organe benötigt der menschliche Körper biologische 

Barrieren, um die einzelnen Kompartimente voneinander abzugrenzen.75,77 Dabei befinden sich die 

meisten Barrieren an den Grenzflächen zwischen Blutgefäßen und dem umliegenden 

Organgewebe.78,79 Diese werden häufig von Endothelzellen, welche zahlreiche mikrovaskuläre 

Blutgefäße luminal auskleiden, gebildet.77-79 So entspricht die Summe der auskleidenden 

Endothelzellfläche eines männlichen Individuums von 70 kg einer Fläche von 270 m2.78 Aufgrund 

eines geregelten Stoffaustausches sind biologische Barrieren nur für selektive Substanzen in 

definierter Richtung durchlässig.77,80 Dabei wird der selektive Stoffaustausch zwischen dem 

mikrovaskulären Blutgefäß und dem umliegenden Organgewebe von zahlreichen 

Zell-Zell-Kontakten und strukturellen Proteinen im Endothel kontrolliert.75,77,78,81 Je nach Organ 

oder Gewebe ist das Endothel unterschiedlich dicht ausgeprägt.78,79,81 So besitzt die Leber, Milz 

oder das Knochenmark ein diskontinuierliches Endothel mit sinusoidalen Öffnungen mit einer 

Größe von 0,1-1 µm, wodurch die Blutgefäße für polare Substanzen besonders permeabel sind 

(Abbildung 5).78,79 Die Niere sowie der Magen-Darmtrakt weisen ein fenestriertes Endothel mit 

charakteristisch kleinen zytoplasmatischen Öffnungen der Größe 60-80 nm auf (Abbildung 5).77-79 

Dagegen zeichnet sich das kontinuierliche Endothel im Gehirn, in der Retina des Auges oder der 

Lymphknoten durch eine besonders dichte Barriere sowie eine geringe Permeabilität aus, sodass 

hauptsächlich lipophile Stoffe penetrieren können (Abbildung 5).77-79 Die Blut-Hirn-Schranke 

(Blood-brain barrier, BBB) im Gehirn sowie die innere Blut-Retina-Schranke in der Retina des Auges 

(inner Blood-retinal barrier, iBRB) stellen solche dichten Barrieren mit einem kontinuierlichen 

Endothel im zentralen Nervensystem (ZNS) dar.82 Es ist bekannt, dass die BBB sowie die iBRB zu 

den dichtesten Barrieren im menschlichen Körper gehören.83-85Aufgrund der hohen 

Barriereintegrität sind > 98 % der arzneilichen Wirkstoffe nicht in der Lage die BBB zu passieren.86,87 

Dies erschwert das Einbringen von therapeutischen Wirkstoffen zum Zielgewebe, um dort unter 

anderem degenerative Erkrankungen zu behandeln.86-88 Infolgedessen steht die Entwicklung von 

selektiven Wirkstoffen, die solche Barrieren überwinden und dabei verschiedene Erkrankungen 

behandeln können, seit Jahrzehnten im Fokus der Humanmedizin.87-89 
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Abbildung 5: Beispiele für unterschiedlich dichte mikrovaskuläre Blutgefäße verschiedener Organe im 
menschlichen Körper. Prinzipiell besitzen mikrovaskuläre Blutgefäße je nach Organ und Gewebe ein 
kontinuierliches, fenestriertes oder diskontinuierliches Endothel. Während das kontinuierliche Endothel sich über 
eine sehr dichte Barriere auszeichnet, weist das fenestrierte Endothel kleine zytoplasmatische Öffnungen und das 
diskontinuierliche Endothel große Öffnungen auf (modifiziert nach Kolka).79 

1.2.1 BBB und iBRB im ZNS 

Das Gehirn sowie die Retina im Auge haben, bezogen auf ihre Größe, den höchsten Energiebedarf 

im menschlichen Körper. Bei einer Gesamt-Körpermasse von 2 % finden im Gehirn 20 % und in 

der Retina 8 % der metabolischen Vorgänge statt.85 Dabei wird die Regulierung der Versorgung 

des Gehirns mit Nährstoffen und Sauerstoff aus dem Blut mithilfe der BBB sowie in der Retina mit 

der iBRB im ZNS sichergestellt.77,80,84,90 Des Weiteren gewährleisten die physiologischen Barrieren 

den Abtransport von Stoffwechselabfallprodukten, eine Regulation der Ionenkonzentration, die 

Aufrechterhaltung der Homöostase im Gehirn und Retina sowie den Schutz vor potentiell 

toxischen Substanzen.77,80,84,85,90,91 Dabei wird ein strikt selektiver Stoffaustausch zwischen dem 

Blutgefäß und dem umliegenden Hirn- oder retinalen Gewebe durch die beiden Barrieren 

sichergestellt.83,84,92 Der dichte Barrierecharakter wird durch ein Netzwerk aus zahlreichen 

strukturell interagierenden Proteinen zwischen sehr eng benachbarten Endothelzellen 

gewährleistet.84,85,93 Diese ausgeprägte Barriere-Eigenschaft wird von den sogenannten 

Tight Junctions, Adherens Junctions und Junction-assoziierten Proteinen gebildet.85,93,94 Dabei bilden 

die Tight Junctions eine „klettverschlussartige“ Struktur zwischen benachbarten Endothelzellen.84,95 

Dies resultiert in einer äußerst geringen vaskulären Permeabilität, sodass eine parazelluläre 

Diffusion von Ionen und polaren sowie makromolekularen Stoffen stark eingeschränkt wird.84,85 

Zu den Tight Junctions gehören die integralen transmembranen Claudine, Occludin und die 

zytoplasmatischen ZO-1, ZO-2 und ZO-3 (Zonula occludens).75,85,96 Claudin-5 ist im Gehirn sowie in 

der Retina die am häufigsten vorkommende Isoform und reguliert die Barriereintegrität sowie die 

damit verbundene vaskuläre Permeabilität.85,94,96 Dagegen ist Occludin der Hauptregulator der 

Tight Junctions, welcher die Dichtigkeit der vorhandenen Barriere verstärkt.85,94 Zusammen mit 

Claudin-5 interagiert Occludin mit Proteinen der ZO-Familie.85,94,96 Dabei können die 

transmembranen Tight Junctions durch Wechselwirkung mit Ankerproteinen der ZO-Familie an 

das Aktinzytoskelett assoziieren.75,85,96,97 Dies ermöglicht die Regulierung zellulärer Prozesse wie 

die Aufrechterhaltung der Polarität in Endothelzellen.85 Das Junction-assoziierte Protein CD31 

reguliert die vaskuläre Permeabilität der Endothelzellen.98,99 Adherens Junctions interagieren mit 
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Tight Junctions in strukturellen Netzwerken und spielen eine wichtige Rolle in der Adhäsion 

zwischen angrenzenden Zellen, Polarität sowie in der Regulation des parazellulären 

Transports.85,97,100 So wird dem transmembranen Adherens Junction-Protein VE-Cadherin eine Rolle 

in der Barriereentwicklung sowie in der parazellulären Permeabilität zugeschrieben.85,101 Eine 

schematische Darstellung der Tight Junctions, Adherens Junctions sowie des Junction-assoziierten 

Proteins CD31 ist in Abbildung 6 dargestellt.  

 

 

Abbildung 6: Schematische Darstellung der Tight Junctions, Adherens Junctions und Junction-assoziierten 
Proteine im Endothel der BBB sowie der iBRB. Der dichte Barrierecharakter der BBB sowie der iBRB werden 
durch strukturell interagierende Proteine zwischen benachbarten Endothelzellen im Blutgefäß aufrechterhalten. 
Dazu zählen die Proteine der Tight Junctions (Occludin, Claudine und CD31), Adherens Junctions (VE-Cadherin) 
sowie das Junction-assoziierte Protein CD31. Eine Wechselwirkung zwischen den transmembranen Tight Junctions 
mit den zytoplasmatischen Ankerproteinen der ZO-Familie erlaubt dabei eine Assoziierung mit dem 
Aktinzytoskelett (modifiziert nach Abbott et al.).97  

Neben dem parazellulären Transport zwischen benachbarten Endothelzellen wird auch der 

transzelluläre Transport in der BBB sowie der iBRB zwischen dem Blutgefäß und dem 

umliegenden Gewebe strikt reguliert.85,100,102 So steuern spezifische Transporter-Systeme auf der 

luminalen (apikalen) sowie der abluminalen (basolateralen) Seite der Endothelzellen den 

Transport von Nährstoffen oder Ionen.85,100 Eine Besonderheit unter den Transportern bilden die 

sogenannten Efflux-Pumpen, welche auf der luminalen Seite der Endothelzellen lokalisiert 

sind.97,100 Zu den bekanntesten Efflux-Pumpen gehören BCRP (Breast cancer resistance protein) und 

P-gp (Permeability glycoprotein).97,103,104 BCRP und P-gp besitzen das ATP-bindende Strukturelement 

(Adenosine triphosphate-binding cassette) und gehören damit zur ABC-Superfamilie.97,100 Sie sind in 

der Lage unter ATP-Hydrolyse unerwünschte Stoffe gegen einen Konzentrationsgradienten aktiv 

unidirektional aus der Zelle heraus zu transportieren.97,100,104 So können eingedrungene 

Xenobiotika, toxische Metabolite, kleine lipophile Stoffe oder Krankheitserreger, welche die 

Barrieren passiv penetrieren können, mithilfe der beiden Efflux-Pumpen aktiv in die Blutbahn 

zurück transportiert werden.97,100 Dadurch tragen diese zum Schutz der Retina und des Gehirns 
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sowie zur dichten Barrierefunktion bei. Neben Xenobiotika können P-gp sowie BCRP auch 

penetrierte therapeutische Wirkstoffe wie Zytostatika, Antibiotika oder Immunsuppressiva in den 

Blutkreislauf zurück transportieren, wodurch die Effizienz der Wirkstoffe erheblich vermindert 

wird.97,100,104 Die BBB und die iBRB besitzen neben den Efflux-Pumpen weitere wichtige 

Transporter-Systeme, wovon die wichtigsten in Abbildung 7 schematisch aufgeführt sind.85,97,100 

Darüber hinaus unterscheiden sich die iBRB sowie die BBB in ihrem Pinozytoseverhalten. 

Während die iBRB verschiedene Plasmaproteine durch Pinozytose transportiert, weist die BBB 

dagegen eine 100-fach geringere Pinozytose auf.85,105,106 

 

 

Abbildung 7: Transportmechanismen entlang der Endothelzellen der BBB und iBRB. (A) Der parazelluläre 
Transport hydrophiler Stoffe wird durch ein Zusammenspiel aus Tight Junctions und Adherens Junctions stark 
eingeschränkt. (B) Kleine lipophile Stoffe können dagegen die Zellmembran transzellulär ungehindert passieren. 
(C) Mithilfe von Carrier-vermittelten Transportern können Glucose, Aminosäuren oder Nukleoside transportiert 
werden. (D) Efflux-Pumpen ermöglichen einen ATP-abhängigen Rücktransport von Xenobiotika oder einzelnen 
Wirkstoffen ins Blut und tragen damit zur Barrierefunktion bei. (E) Durch eine Rezeptor-vermittelte Transzytose 
können Proteine wie Insulin oder Transferrin zur Gewebeseite befördert werden (modifiziert nach 
Cockerill et al.).100 

1.2.2 Das menschliche Gehirn und die neurovaskuläre Einheit  

Das Gehirn stellt das komplexeste Organ im menschlichen Körper dar.107,108 Als Komponente des 

ZNS fungiert es als Hauptkontrollort für alle lebenswichtigen bewusst steuerbaren und nicht 
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bewusst steuerbaren Vorgänge, Sinneswahrnehmungen, Emotionen und Verhaltensweisen im 

Menschen.109 Infolgedessen ist es von höchster Priorität dieses lebensnotwendige und dabei sehr 

weiche Organ vor schädigenden Umwelteinflüssen zu schützen und korrekt zu versorgen.107 

Jedoch kann das Gehirn selbst nur begrenzt benötigte Energiereserven speichern.108 So muss eine 

an den Energiebedarf gekoppelte externe Versorgung mit Nährstoffen sowie Sauerstoff aus dem 

Blut konstant gedeckt werden.96,108 Dies wird durch die sogenannte neurovaskuläre Einheit 

(Neurovascular unit, NVU), von welcher die BBB eine wichtige Komponente bildet, 

sichergestellt.91,96,108 Durch Regulation des zerebralen Blutflusses gewährleistet die NVU eine 

kontinuierliche Versorgung des Gehirns einschließlich aktivierter Neuronen trotz sich stetig 

ändernder Einflüsse.96,108 Dabei bildet die NVU eine anatomische und funktionelle Einheit, welche 

durch einen Zusammenschluss von vaskulären und neuronalen Zellen sowie extrazellulären 

Komponenten organisiert wird.96,108 Eine enge und wechselseitige Interaktion dieser Komponenten 

trägt neben der Adaption des zerebralen Blutflusses zur Funktionalität, Ausbildung und 

Aufrechterhaltung einer dichten Barriere der BBB in den Endothelzellen bei.92,97,105,108 Die NVU 

besteht neben den blutgefäßbildenden Endothelzellen aus Perizyten, Astrozyten, Mikroglia, 

Neuronen, Interneuronen und der Basalmembran (Abbildung 8).92,97,105,108 Dabei sind Perizyten mit 

den zellulären Fortsätzen der Astrozyten (Endfüßchen) sowie dem Endothel in der Basalmembran 

zusammen eingebettet.96,97 

 

 

Abbildung 8: Schematischer Aufbau der NVU einschließlich der BBB im menschlichen Gehirn. Die 
Blutgefäß-bildenden Endothelzellen formen die BBB und teilen sich zugleich mit Perizyten und den Endfüßchen 
der Astrozyten eine Basalmembran. Zusammen mit Neuronen und Mikroglia bilden diese Komponenten die NVU 
(modifiziert nach van der Helm et al. und Zhou et al.).18,106 

Die Basalmembran hat eine Dicke von 50-100 nm und ist eine besondere Form der EZM, welche 

überwiegend als Stützmatrix von Endothel- sowie Epithelzellen fungiert.110-112 Sie besteht 

hauptsächlich aus den vier Matrixproteinen Kollagen IV, Laminin, Nidogen und 

Heparansulfat-Proteoglykanen und trennt das vaskuläre vom umliegenden Gewebe.110-112 Darüber 
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hinaus wird der Basalmembran ein signifikanter Einfluss in der Barrierefunktion der BBB 

zugeteilt.96,110,112  

Im Folgenden werden die einzelnen zellulären Komponenten der NVU näher beschrieben.  

1.2.2.1 Perizyten 

Perizyten sind flache langgestreckte kontraktile Zellen des Bindegewebes, welche das 

Blutgefäß-bildende Endothel abluminal ummanteln.96,108,113 So beträgt das Verhältnis von Perizyten 

zu Endothelzellen im Gehirn 1:3-4 und ist damit höher als in peripheren Blutgefäßen (1:10).90,113,114 

Dabei können Perizyten über ihre langen zytoplasmatischen sternförmigen Fortsätze durch 

Adherens Junction organisierte Adhäsionskontakte sowie mithilfe von Peg-and-Socket-Kontakten mit 

Endothelzellen zellulär interagieren.96,113 Darüber hinaus findet über sogenannte Gap Junctions ein 

Austausch von Metaboliten und Ionen zwischen den beiden Zelltypen statt.96,113 Diese enge 

zelluläre Wechselwirkung ermöglicht es den Perizyten die Proliferation, Viabilität, Migration 

sowie die Differenzierung von Endothelzellen zu regulieren.108,113 Darüber hinaus tragen Perizyten 

unter anderem durch Regulation der endothelialen Genexpression, Verringerung der Transzytose 

und durch Polarisation der Astrozytenendfüßchen zur Ausbildung sowie zur Aufrechterhaltung 

der Barriereintegrität der BBB bei.96,108,115-117 Auch in der Stabilisierung und Bildung neuer 

vaskulärer Blutgefäße (Angiogenese) spielen Perizyten eine wesentliche Rolle.108,96,113,115 Des 

Weiteren können Perizyten durch Expression kontraktiler Proteine den Durchmesser von 

zerebralen Blutgefäßen modulieren (Erweiterung des Blutgefäßes ≙ Vasodilatation, Verengung 

des Blutgefäßes ≙ Vasokonstriktion), um den Blutfluss an den Energiebedarf aktiver Neuronen 

anzupassen.108,113 Dieser Mechanismus wird durch vasoaktive Stoffe und entsprechenden 

Rezeptoren reguliert.108 

1.2.2.2 Astrozyten 

Die sternförmigen Astrozyten gehören zu den häufigsten Zelltypen der Gliazellen und bedecken 

mehr als 99 % der Oberflächen von Blutkapillaren im ZNS.96,118,119 Neben den Perizyten 

beeinflussen Astrozyten den Phänotyp einzelner Endothelzellen und die damit verbundene 

Ausbildung, Aufrechterhaltung und Funktionalität der BBB.83,96,105 So konnte gezeigt werden, dass 

die enge zelluläre Interaktion mit Astrozyten die Expression essentieller Tight Junctions sowie 

verschiedener Transporter in Endothelzellen verstärkt.91,117,118 Neben dem Einfluss auf die 

Barriereintegrität der BBB gewährleisten Astrozyten eine korrekte Funktion und 

Signalweiterleitung von Neuronen.18,96,105,108,118 So interagieren Astrozyten im Durchschnitt mit 

über 2 Millionen neuronalen Synapsen im menschlichen Gehirn.120 Astrozyten stellen damit eine 

dynamische Komponente der NVU dar, in der sie mit ihren Endfüßchen mit Neuronen, Perizyten, 

anderen Gliazellen sowie Endothelzellen vielseitig interagieren und diese beeinflussen.108,121 Daher 

werden Astrozyten auch als „Bindeglied“ der NVU bezeichnet.121 Die zelluläre Interaktion wird 

nicht nur auf physikalischer Ebene, sondern auch auf chemischer Ebene durch Sekretion von 

Gliotransmittern oder durch intrazelluläre Ca2+-Ströme sichergestellt.108,117,121 Dabei sind 

Astrozyten in zellulären Netzwerken organisiert, welche hauptsächlich über Gap Junctions 
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kommunizieren.108,119,121 Diese strukturellen Netzwerke erlauben eine Übertragung verschiedener 

Signale über große Distanzen sowie eine schnelle Weiterleitung an Perizyten am vaskulären 

Blutgefäß.108 Des Weiteren produzieren und sekretieren Astrozyten Substanzen wie 

Prostaglandine, ATP und Stickstoffmonoxide (NO), welche eine Vasodilatation oder 

Vasokonstriktion induzieren.108,121  

1.2.2.3 Mikroglia 

Neben Astrozyten gehören auch Mikroglia zu den Gliazellen. Dabei stellen Mikroglia aus einer 

morphologischen Perspektive die kleinsten Vertreter der Gliazellen dar und bilden einen Anteil 

von ca. 5-12 % der Zellen im ZNS.96,118 Sie besitzen im nicht-aktivierten Zustand („resting state“) 

einen kleinen runden Zellkörper und können über ihre dünnen zellulären verzweigten Fortsätze 

sowie über sekretierte Faktoren mit anderen Zelltypen der NVU interagieren.96,122 Mikroglia zählen 

zu den residenten Makrophagen des ZNS und sind damit Teil der angeboren 

Immunantwort.123,118,122,124 Als Komponente der NVU ist es ihre Aufgabe die BBB von 

Fremdkörpern und Zellfragmenten durch Phagozytose zu befreien.118,122 So besitzen Mikroglia 

spezifische Oberflächenrezeptoren zur Erkennung und Beseitigung von sowohl „Fremdartigem“ 

wie pathogene Krankheitserreger als auch „Nicht-Fremdartigem“ wie apoptotische Neuronen 

oder gestörte Synapsen.118,122 Außerdem spielen sie eine große Rolle in der Neurogenese, in der 

Regulierung der Barriereintegrität der BBB sowie in inflammatorischen Prozessen.96,118,122,124 Dabei 

werden inflammatorische Prozesse im Gehirn und Rückenmark als Neuroinflammation 

bezeichnet.125,126 Mikroglia können unter anderem durch Verletzungen, Stress sowie Infektionen 

aktiviert werden („activate state“).118,122 Dies resultiert in einer veränderten amöboiden-artigen 

Morphologie mit größerem Zellkörper sowie dickeren Zellfortsätzen.118,122 Eine Aktivierung der 

Mikroglia stellt dabei die erste inflammatorische Immunantwort im ZNS dar und führt zur 

Sekretion verschiedener Zytokine, Chemokine und reaktiver Sauerstoffspezies (ROS).96,118,127 Dies 

kann sich positiv oder negativ auf das ZNS auswirken.96,118,122,127 So kann zum einen durch eine 

Aktivierung der Mikroglia die Homöostase im Gewebe zum Schutz des ZNS aufrechterhalten 

werden. Zum anderen kann eine Überaktivierung der Mikroglia („overactive state“) in einer 

chronischen Neuroinflammation resultieren und damit zu Anomalien im Gewebe sowie zur 

Verstärkung der Pathogenese in degenerativen Erkrankungen wie Parkinson beitragen.96,118,122,127  

1.2.2.4 Neuronen 

Das menschliche Gehirn verfügt über durchschnittlich 100 Milliarden Neuronen und ca. zehnmal 

so viele Gliazellen.128 Die Morphologie der Neuronen ist im Vergleich zu anderen Zellen des 

menschlichen Körpers einzigartig, was ihnen ermöglicht ihrer speziellen Funktion im Gehirn 

nachzukommen.129,130 Die meisten Neuronen im menschlichen Körper (multipolare Neuronen) 

besitzen einen kugelförmigen Zellkörper (Soma oder Perikaryon), von dem ein langer dünner 

Zellfortsatz (Axon) und mehrere stark verzweigte kürzere zelluläre Fortsätze (Dendriten) 

ausgehen.107,130-133 Neuronen erhalten über Dendriten Signale anderer Neuronen, verarbeiten diese 

und leiten diese anschließend mithilfe ihrer Axone im neuronalen Netzwerk weiter.97,107,134 
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Dendriten weisen eine Durchschnittslänge von 13,5 mm auf.130 Dagegen erzielen Axone eine Länge 

von mehreren 100 cm und werden durch im Aktinkortex eingebettete dicht gepackte Mikrotubuli 

und Neurofilamente organisiert.107,130 Dadurch können Signale verschiedener Organe des 

gesamten menschlichen Körpers im ZNS empfangen und weiterverarbeitet werden.134 Für eine 

schnellere Reizweiterleitung sind Axone mit einer dielektrischen Myelinscheide isoliert und stellen 

damit den größten Teil der weißen Substanz im menschlichen Gehirn dar.107 In vivo agieren 

Neuronen in sehr dichten komplexen dynamischen Netzwerken.108,135 Die Kommunikation erfolgt 

dabei über ein Zusammenspiel aus elektrischen und chemischen Signalen.97,107,134 Des Weiteren 

erkennen Neuronen geringste Schwankungen in der Nährstoff- und Sauerstoffzufuhr, wodurch 

sie elektrische und chemische Signale an benachbarte Interneurone oder Astrozyten durch 

zelluläre Interaktionen weiterleiten.108 So können Neuronen indirekt über weitere Prozesse den 

Gefäßtonus beeinflussen und damit die Blutversorgung an ihren Bedarf anpassen.108,119,136 Des 

Weiteren spielen Neuronen in vielen degenerativen Erkrankungen sowie in der Ausbildung und 

Aufrechterhaltung des Barrierecharakters der BBB eine bedeutende Rolle.105,119,136 Letzteres wird 

durch eine Expression verschiedener Tight Junctions und eine dadurch verminderte vaskuläre 

Permeabilität induziert.105  

1.2.2.4.1 Reizweiterleitung und Synapsen  

Eine korrekte Gehirnfunktion basiert auf der Kommunikation einzelner Neuronen unter 

Weiterleitung von Signalen.129,131 Die Grundlage dieser Reizweiterleitung bilden elektrische 

Impulse in Form von Aktionspotentialen, die eine schnelle Kommunikation zwischen einzelnen 

Neuronen ermöglichen.129,137,138 Die Signalweiterleitung erfolgt nach dem 

Alles-oder-Nichts-Gesetz, sodass das Signal erst bei Überschreitung eines Schwellenwertes 

übermittelt wird.129,137 Dabei findet die interneuronale Kommunikation hauptsächlich an den 

sogenannten Synapsen statt.129,137,138 In vivo weist ein Axon der Länge von ca. 200 cm eine Anzahl 

von ca. 50.000 Synapsen auf.130 Diese können in chemische sowie elektrische Synapsen eingeteilt 

werden. Im menschlichen Gehirn sind neuronale Netzwerke über 15 bis 20 Billionen chemische 

und elektrische Synapsen verbunden und verfügen dadurch über eine enorme Rechenleistung. Bei 

einer Annahme einer Speicherkapazität von 5 Bits einer einzelnen chemischen Synapse würde die 

Speicherkapazität des menschlichen Gehirns bei etwa 1 Petabyte liegen.120 So stellen chemische 

Synapsen den höheren Anteil in Vertebraten dar.129,139 Für eine Signalweiterleitung in chemischen 

Synapsen muss das Aktionspotential in der Präsynapse in ein chemisches Signal umgewandelt 

werden.129,140,141 Hierfür öffnen sich bei Ankunft des Aktionspotentials spannungsgesteuerte 

Ca2+-Kanäle, was einen intrazellulären Anstieg von Ca2+ induziert. Infolgedessen fusionieren 

synaptische Vesikel der Größe von 40-50 nm mit der präsynaptischen Membran (über Exozytose), 

wodurch eine Ausschüttung von chemischen Neurotransmittern in den synaptischen Spalt 

resultiert.129,139,142 Dabei stellt Glutamat den häufigsten exzitatorischen und γ-Aminobuttersäure als 

Gegenspieler den häufigsten inhibitorischen Neurotransmitter im ZNS dar.143,144 Die freigesetzten 

Neurotransmitter können im synaptischen Spalt an spezifische Rezeptoren der postsynaptischen 

Membran binden und eine Öffnung oder Schließung der Ionenkanäle erzielen.129,140 Folglich ändert 
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sich das Membranpotential der Postsynapse und unter Berücksichtigung des 

Alles-oder-Nichts-Gesetzes erfolgt eine Umwandlung in ein elektrisches Signal.129 Eine 

schematische Darstellung der neuronalen Signalweiterleitung sowie einer chemischen Synapse ist 

in Abbildung 9 aufgeführt.  

 

 

Abbildung 9: Schematische Darstellung der neuronalen Signalweiterleitung mithilfe von chemischen 
Synapsen. Ein präsynaptisches Signal öffnet spannungsgesteuerte Ca2+-Kanäle, welche eine Fusionierung von 
synaptischen Vesikeln mit der präsynaptischen Membran induzieren. Durch Exozytose werden Neurotransmitter 
in den synaptischen Spalt freigesetzt. Eine Bindung der Neurotransmitter an den Rezeptor erzielt eine Schließung 
oder Öffnung von Ionenkanälen. Anschließend ermöglicht die Änderung des Membranpotentials eine 
Signalweiterleitung in der Postsynapse. Beim Überschreiten des Schwellenwerts wird ein Aktionspotential 
generiert, wodurch eine Signalweiterleitung an andere Neuronen über Synapsen des Axonterminals erfolgen kann 
(modifiziert nach Kourrich et al. und Pereda).129,142  
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1.2.3 Das menschliche Auge und die retinale neurovaskuläre Einheit 

Das menschliche Auge ist ein komplexes Sinnesorgan, welches eine visuelle Wahrnehmung von 

externen Umwelteinflüsse ermöglicht.145-147 Der Verlust verursacht extreme Einschränkungen im 

alltäglichen Leben sowie tiefgreifende Veränderungen der menschlichen Psyche.145 Infolgedessen 

kann das Auge als eines der wichtigsten Sinnesorgane im menschlichen Körper erachtet werden. 

Die visuellen Reize werden von einer 200 µm dicken Gewebsschicht, der Retina (Netzhaut), im 

hinteren Bereich des menschlichen Auges wahrgenommen und verarbeitet.146,147 Als Teil des ZNS 

verfügt die Retina über ca. 55 verschiedene Zelltypen, darunter auch eine Vielzahl an neuronalen 

Zellen.146,148,149 Dabei ermöglicht ein Zusammenspiel aus Photorezeptoren, Horizontalzellen, 

amakrinen Zellen, Ganglienzellen sowie Bipolarzellen, die Wahrnehmung von Lichtreizen und 

eine Weiterleitung entsprechender elektrischer Signale an das Gehirn.84,146,148 Für eine korrekte 

Funktion dieser Zellen ist die Versorgung mit essentiellen Nährstoffen, Ionen und Sauerstoff sowie 

der Schutz vor potentiell toxischen Xenobiotika aus dem Blutkreislauf maßgeblich.84,85,94 Diese 

Aufgaben bewerkstelligt die BRB, welche in die innere BRB (inner BRB, iBRB) sowie die äußere 

BRB (outer BRB, oBRB) unterteilt wird (Abbildung 10).85,102,150 Die oBRB wird durch eng benachbarte 

retinale Pigmentepithelzellen (RPE) gebildet und befindet sich zwischen dem neurosensorischen 

Bereich und der fenestrierten Choriocapillaris.85,102,150 So reguliert die oBRB den Stofftransport 

zwischen der Choriocapillaris und der umliegenden Photorezeptorschicht.85,150 Dagegen besitzt die 

iBRB eine ausgeprägtere Barrierefunktion und wird durch dicht benachbarte Endothelzellen in 

mikrovaskulären Blutgefäßen der inneren Retinaschichten geformt.84,85,102,150 Damit kontrolliert die 

iBRB den Stoffaustausch an den inneren retinalen Kapillaren und versorgt dabei zwei Drittel des 

retinalen Gewebes.84,85,150 Die iBRB bildet dabei eine wichtige Komponente der retinalen 

neurovaskulären Einheit (Retinal neurovascular unit, rNVU). Als funktionelle Einheiten des ZNS 

sind sich die NVU im Gehirn sowie die rNVU im Auge in den beteiligten Zelltypen sowie in ihrer 

Anatomie und Funktion sehr ähnlich.84,85,102 Neben einer Adaption des retinalen Blutflusses zur 

Versorgung des neuronalen Gewebes trägt die rNVU zur Entwicklung, Ausbildung und 

Aufrechterhaltung der Barriereintegrität der iBRB bei.84,85 Analog zur NVU umfasst die rNVU 

einen eng interagierenden Zusammenschluss aus den Barriere-bildenden Endothelzellen, 

Perizyten, Neuronen, Mikroglia, Astrozyten und der Basalmembran.84,85,102, 121 Dabei übernehmen 

Zelltypen und Basalmembran in der rNVU ähnliche Funktionen wie deren entsprechende 

Komponenten in der NVU.85,102 So regulieren retinale kontraktile Perizyten durch analoge 

Mechanismen den Gefäßtonus der Blutkapillaren.84,121 Im Vergleich zum Gehirn (1:3-4) beträgt 

dabei das Verhältnis von Perizyten zu Endothelzellen in der Retina 1:1.90,113,114 Wie auch in der NVU 

induzieren Perizyten sowie Astrozyten unter anderem die Genexpression wichtiger Tight Junctions 
und Adherens Junctions in den retinalen Endothelzellen und verringern damit die vaskuläre 

Permeabilität.84,85,150 Des Weiteren schützen retinale Mikroglia als Bestandteil des angeborenen 

Immunsystems das Gewebe vor apoptotischen Zellen, Krankheitserregern und 

Schädigungen.122,149,151  
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Eine weitere wichtige Komponente der rNVU sind die Müllerzellen. Müllerzellen repräsentieren 

90 % der retinalen Gliazellen und überspannen die Retina radial von der äußeren bis zur inneren 

Grenze und stehen dabei mit nahezu jedem Zelltyp eng in Kontakt.121,122,152 Neben den Mikroglia 

üben sie einen Einfluss auf die Barriereintegrität der iBRB aus.84,122,152 Des Weiteren regulieren 

Müllerzellen den mikrovaskulären Blutfluss und damit die Versorgung des retinalen Gewebes mit 

Nährstoffen.121,122,152 Zudem wird ihnen neben den Astrozyten eine unterstützende Funktion 

neuronaler Zellen im retinalen Gewebe durch Hochregulierung von trophischen Faktoren sowie 

Antioxidantien zugeschrieben.121,122  

Trotz heutigem Wissensstand ist das Konzept der iBRB sowie der rNVU im Vergleich zum 

strukturellen Äquivalent im Gehirn relativ neu. So wurde die BBB bereits 1885 entdeckt und im 

Jahr 1918 als Barriere definiert. Dagegen erfolgte die Entdeckung der iBRB erst im Jahr 1947.85 

Infolgedessen ist die Charakterisierung der iBRB sowie der rNVU auf molekularer und zellulärer 

Ebene stets Gegenstand der heutigen Forschung. 

 

 

Abbildung 10: Schematischer Aufbau der rNVU einschließlich der iBRB sowie der oBRB in der menschlichen 
Retina. Die Blutgefäß-bildenden Endothelzellen formen die iBRB und teilen sich mit Perizyten, den Endfüßchen 
der Astrozyten sowie den Müllerzellen die Basalmembran. Zusammen mit Neuronen und Mikroglia bilden diese 
Komponenten die rNVU. Die oBRB wird vom benachbarten RPE gebildet und reguliert den Stofftransport 
zwischen der fenestrierten Choriocapillaris und der Photorezeptorschicht (modifiziert nach Yang et al.).102 
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1.3 Degenerative Erkrankungen  

Degenerative Erkrankungen wie Parkinson im Gehirn sowie die durch Diabetes mellitus 

verursachte diabetische Retinopathie im Auge zeigen neben den typischen klinischen Merkmalen 

einen Ausfall der Barrierefunktion der BBB sowie der iBRB.85,153,154,155,156 Dabei verursachen 

chronische neuroinflammatorische Prozesse (Parkinson) oder die Hyperglykämie 

(Diabetes mellitus) eine erhöhte parazelluläre sowie transzelluläre Permeabilität in den 

Barriere-bildenden Endothelzellen.3,102,151 Ausschlaggebend ist die verminderte Expression 

essentieller Tight Junctions und Adherens Junctions sowie die beeinträchtigte Funktion von 

spezifischen Transportern, insbesondere den Efflux-Pumpen.3,150 Durch den Verlust der 

Barrierefunktion der iBRB sowie der BBB kann eine definierte Mikroumgebung im Gewebe nicht 

aufrechterhalten und damit die korrekte Funktion einzelner Zellen nicht mehr gewährleistet 

werden.150,151,157 Dies resultiert in einer Verstärkung der pathologischen Merkmale.3,151 

1.3.1 Parkinson und Neuroinflammation 

Parkinson wurde bereits im Jahr 1817 entdeckt und ist heutzutage die zweithäufigste 

neurodegenerative Erkrankung der Welt.3,158,159 Zu den pathologischen Kennzeichen gehören 

neben dem Ausfall der Barrierefunktion der BBB das chronische und progressive Absterben von 

Dopamin-bildenden Neuronen (dopaminerge Neuronen) in der Hirnregion 

Substantia nigra pars compacta.156,158,160,161 Überschreitet der Verlust der dopaminergen Neuronen 

einen Anteil von 80 %, entsteht ein irreversibler Dopaminmangel, welcher die charakteristischen 

primären motorischen Störungen verursacht.155,160,161 Neben motorischen Störungen treten ebenso 

nicht-motorische Störungen wie Depressionen, vegetativ-autonome Störungen, beispielsweise in 

der Verdauung, sowie kognitive Veränderungen auf.162-164 Als Auslöser wird neben der 

Neurodegeneration von dopaminergen Neuronen eine divergierende Funktion der überlebenden 

Neuronen vermutet.3 Dabei ist die genaue Ursache sowie Entwicklung dieser Erkrankung bislang 

nicht vollständig geklärt. Es wird angenommen, dass mehrere konvergierende Mechanismen zur 

Pathogenese der heterogenen multifaktoriellen Erkrankung führen.3,8,156 Darunter zählen unter 

anderem eine mitochondriale Dysfunktion, oxidativer Stress, neurotoxische Substanzen in der 

Umwelt, genetische Prädispositionen, eine verstärkte Akkumulation des mutierten Proteins 

α-Synuclein (Lewy bodies) und epigenetische Faktoren.8,156,161 Ein weiteres Kennzeichen der 

Pathogenese in der Parkinson-Erkrankung ist die Neuroinflammation.155-157,165 Zahlreiche Studien 

konnten Zusammenhänge zwischen einer Neuroinflammation und Parkinson in verschiedenen 

in vitro und in vivo Modellen nachweisen.125,127,157 Ob dabei die Neuroinflammation Folge oder 

Ursache der Erkrankung ist bleibt bislang ungeklärt.160 Neben Parkinson finden 

neuroinflammatorische Vorgänge auch in weiteren neurodegenerativen Erkrankungen wie 

Alzheimer, Multipler Sklerose oder amyotropher Lateralsklerose statt.136,157 Infolgedessen ist die 

Neuroinflammation im Kontext von neurodegenerativen Erkrankung ein fester Bestandteil der 

aktuellen Forschung.136,155 Zahlreiche Untersuchungen belegen, dass der neuroinflammatorische 
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Prozess in Parkinson neben einer Aktivierung von Mikroglia („activated state“) die Beteiligung von 

peripheren Immunzellen aus dem Blutgefäß umfasst.155,165,166 Prinzipiell wird eine Aktivierung der 

Mikroglia sowie eine Neuroinflammation durch pro-inflammatorische Zytokine wie TNF-α und 

IFN-γ, Chemokine und ROS induziert.125,155,167 Dabei führt eine Überaktivierung der Mikroglia 

(„overactivated state“) zu einer erhöhten Produktion und Sekretion der pro-inflammatorischen 

Faktoren und damit zur pathologischen Neuroinflammation, welche das Absterben dopaminerger 

Neuronen induziert.96,118,122,127,154 Auch Astrozyten tragen durch Sekretion verschiedener 

pro-inflammatorischer Faktoren zur Förderung der neuronalen Inflammation bei.125,155,165 Jedoch 

ist der genaue Auslöser zur Überaktivierung der Mikroglia sowie die komplexen molekularen 

Zusammenhänge zwischen der Neuroinflammation und der Degeneration dopaminerger 

Neuronen weitgehend unbekannt.155,165 Darüber hinaus korreliert die Neuroinflammation mit 

einem Funktionsverlust der BBB, wodurch die Barriere permeable Eigenschaften aufweist.153, 154,156 

Dies ermöglicht eine Penetration pro-inflammatorischer Zytokine sowie Immunzellen 

(T-Lymphozyten und Monozyten) aus dem peripheren Blutgefäß, welche eine Aktivierung 

weiterer Mikroglia induzieren (Abbildung 11).125,155,157,161 Dadurch entsteht ein sich selbst 

beschleunigender Prozess, was in einer chronischen neuronalen Inflammation und einer damit 

korrespondierenden Neurodegeneration resultiert.154 

 

 

Abbildung 11: Vereinfachte Darstellung der chronischen Neuroinflammation in der Substantia nigra pars 
compacta. Eine Überaktivierung der Mikroglia führt zu einer erhöhten Produktion und Sekretion von 
pro-inflammatorischen Faktoren wie IFN-γ, TNF-α oder ROS. Dies bewirkt unter anderem eine chronische 
Neuroinflammation und damit die Degeneration von dopaminergen Neuronen in der Substantia nigra pars compacta. 
Des Weiteren induziert die chronische Neuroinflammation den Barriereverlust der BBB sowie die Rekrutierung 
von peripheren Immunzellen aus dem Blutgefäß (modifiziert nach Nolan et al.).161  
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Grundlegend trägt die Neuroinflammation auch zu positiven Aspekten wie der Wiederherstellung 

und Aufrechterhaltung der Hirnhomöostase bei.125 Jedoch sind die positiven Effekte während der 

chronischen Neuroinflammation in Parkinson unzureichend oder gar unwirksam, was letztendlich 

zu einer Verschlechterung der klinischen Merkmale führt.125,156  

1.3.2 Diabetische Retinopathie 

86 % aller Typ 1 und 40,3 % aller Typ 2 Diabetiker zeigen nach 10 Jahren chronischer 

Diabetes mellitus erste Anzeichen einer diabetischen Retinopathie.4,151 Die diabetische 

Retinopathie ist eine der häufigsten Ursachen für eine Erblindung bei Menschen in der westlichen 

Zivilisation und ist bis heute nicht heilbar.102,113,151 So beträgt der Anteil der Typ 1 Diabetiker 42 % 

und der Typ 2 Diabetiker 8,2 %, welche im Verlauf der Erkrankung Beeinträchtigungen im 

Sehvermögen entwickeln.151 Die diabetische Retinopathie ist eine multifaktorielle, mikrovaskuläre 

komplexe Erkrankung, die durch einen erhöhten Blutzucker (Hyperglykämie) verursacht 

wird.151,168,169 Dabei wird in eine nicht-proliferative (Anfangsstadium) und proliferative 

(Fortgeschrittenes Stadium) diabetische Retinopathie unterteilt.4,169,170 Durch die Hyperglykämie 

werden im retinalen Gewebe oxidativer Stress, eine Inflammation, eine neuronale Dysfunktion 

und eine Akkumulation von Glykationsendprodukten (Advanced glycation end products, AGEs) 

induziert.102,151 Letztendlich entwickelt sich eine vaskuläre Dysfunktion in den retinalen 

mikrovaskulären Blutgefäßen.113,151 Dabei ist eines der frühesten pathologischen Anzeichen eine 

Anomalie der Basalmembran sowie eine Degeneration der um die Blutgefäße liegenden 

Perizyten.113,151 Des Weiteren resultiert aus der vaskulären Dysfunktion ein Ausfall der 

Barrierefunktion in der iBRB und eine damit korrespondierende erhöhte vaskuläre Permeabilität 

aufgrund verminderter Expression essentieller Tight Junctions.85,94,151 Die vaskuläre Permeabilität 

der iBRB ist dabei für eine Progression der diabetischen Retinopathie entscheidend.85,168 Zahlreiche 

Untersuchungen konnten belegen, dass die Degeneration von Perizyten die Läsion der iBRB sowie 

eine Bildung von azellulären Kapillaren zusätzlich begünstigt.85,113,151 Wissenschaftlerinnen und 

Wissenschaftler sind sich allerdings über die genauen Zusammenhänge zwischen dem 

Barriereausfall der iBRB und dem Verlust von Perizyten uneinig.85,102 Daneben tragen auch 

Gliazellen (Mikroglia, Astrozyten und Müllerzellen) durch inflammatorische Prozesse sowie 

Sekretion pro-angiogener Wachstumsfaktoren zur Läsion der iBRB in der diabetischen 

Retinopathie bei.102,151,171,172 Auch neurodegenerative Prozesse konnten in Patienten der 

diabetischen Retinopathie untersucht werden.102,168,169 Neben dem Verlust der Perizyten sowie der 

Barrierefunktion treten in der nicht-proliferativen diabetischen Retinopathie weitere pathologische 

Merkmale wie Vasodilatation, Blutungen, Mikroaneurysmen und Ischämie auf.85,102,113,151 

Charakteristisch sind dabei die sogenannten „Cotton-Wool-Herde“, welche fokale Infarkte von 

Nervenfasern im retinalen Gewebe darstellen.4,102,170 Unbehandelt kann eine proliferative 

diabetische Retinopathie resultieren. Hierbei treten schwerwiegende strukturelle Veränderungen, 

wie Makulaödeme oder proliferative Neovaskularisationen (Angiogenese) auf, was in einer 

Ablösung der Retina und damit in irreversiblen schweren Sehstörungen und Erblindung 
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resultiert.4,102,113,151 Die Auswirkungen der diabetischen Retinopathie im menschlichen Auge sind 

in Abbildung 12 aufgeführt. 

 

 

Abbildung 12: Schematische Darstellung der diabetischen Retinopathie im menschlichen Auge. Die diabetische 
Retinopathie wird durch die Hyperglykämie von Diabetes mellitus verursacht. Dies resultiert in einer vaskulären 
Dysfunktion sowie vaskulären Permeabilität, was eine Degeneration des retinalen Gewebes induziert. Begleitet 
wird die Erkrankung durch Blutungen, Mikroaneurysmen und den charakteristischen „Cotton-Wool-Herden“. 
Unbehandelt führt die diabetische Retinopathie zu Makulaödemen und einer Neovaskularisation, was 
schlussendlich bei Patienten zu starken Sehbeeinträchtigungen bis hin zur Blindheit führen kann (modifiziert nach 
Sinha et al.).173 

1.4 In vitro Rekonstruktion der rNVU und NVU 

In der Literatur wurden bereits zahlreiche in vitro BBB-/NVU- und iBRB-/rNVU-Modelle 

beschrieben. Die meisten dieser Modelle basieren jedoch auf statischen Transwell-Systemen, 

welche physiologische Faktoren wie den Blutfluss nicht berücksichtigen.18,105,171,174 Daher hat in den 

letzten Jahren die Anzahl der etablierten Modelle in Organ-on-a-chip Systemen zugenommen.49,105 

Hierbei unterscheiden sich die entwickelten Organ-on-a-chip Systeme in ihrer Geometrie, 

Mikrofluidik sowie in den verwendeten Materialien.48 So basieren diese häufig auf rektangulären 

Kanalsystemen und spiegeln damit nicht die in vivo Form der runden Blutgefäße wider.175-178 Des 

Weiteren fehlt es den Modellen oftmals an Zelltypen der rNVU/NVU sowie an einer 

physiologischen Dreidimensionalität.105,178-181 Ebenso werden in einigen Fällen auch Zellen 

nicht-menschlichen Ursprungs verwendet.182,183 Neben den bedenklichen ethischen Aspekten sind 

diese Modelle für den Menschen nicht hinreichend repräsentativ.18,105 Erfolgreiche 

Barriere-Modelle mit den gestellten Anforderungen wurden bis heute noch nicht entwickelt und 

könnten zukünftig zur effizienteren Wirkstofftestung von Medikamenten sowie zu neuen 

Behandlungsmöglichkeiten von Parkinson oder der diabetischen Retinopathie führen.105,184  
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2 Zielsetzung 

Zur notwendigen Erforschung der beiden degenerativen Erkrankungen Parkinson und 

diabetischer Retinopathie war das Ziel der vorliegenden Arbeit die in vitro Rekonstruktion der 

rNVU sowie der NVU. Für eine möglichst exakte Abbildung der physiologischen Bedingungen in 

der Retina und im Gehirn sollten anhand der Organ-on-a-chip Technologie naturgetreue 

vaskularisierte in vitro Modelle auf Basis humaner Zellen entwickelt werden (Abbildung 13). 

Hierbei war das Ziel, ein dichtes Endothel mit einer ausgeprägten Barrierefunktion sowie weitere 

Zelltypen der NVU beziehungsweise rNVU unter Verwendung herkömmlicher Zellkulturstrategie 

und diverser Stammzelltechnologien zu integrieren. Um dabei eine dreidimensionale 

gewebeartige Anordnung von zellulären Netzwerken zu ermöglichen, sollten verschiedene 

Hydrogele als EZM-imitierende Stützmatrix unter anderem in Kombination mit dem 

3D-Bioprinting untersucht werden. Im letzten Schritt sollte die Evaluation der etablierten Modelle 

hinsichtlich ihrer Eignung als Krankheitsmodell sowie als Testmodell für therapeutische 

Wirkstoffe für Parkinson und der diabetischen Retinopathie erfolgen.  

 

 

Abbildung 13: Schematischer Aufbau der iBRB/rNVU- beziehungsweise BBB/NVU-Modelle im 
Organ-on-a-chip System. Retinale sowie zerebrale Endothelzellen kleiden den porösen halbrunden Mikrokanal 
aus, während in das umgebende Kompartiment gewebespezifische Zellen aus der Retina oder dem Gehirn in einem 
Hydrogel eingebettet werden. Der Anschluss an eine Mikrofluidik simuliert einen artifiziellen Blutstrom, 
vaskularisiert das Modell und versorgt die Zellen mit Nährstoffen. Nach erfolgter Etablierung der beiden 
Kokultur-Modelle sollten Krankheitsmodelle von Parkinson und der diabetischen Retinopathie integriert sowie 
potentielle therapeutische Wirkstoffe untersucht werden (modifiziert nach Kappings).40  
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3 Ergebnisse und Diskussion 

Die iBRB und BBB weisen, wie bereits in Kapitel 1.2.1 beschrieben, ein sehr dichtes kontinuierliches 

Endothel auf und gehören zu den wichtigsten Barrieren des menschlichen Körpers. Für eine 

Rekonstruktion der beiden Barriere-Modelle wurde das in der Arbeitsgruppe Schepers am KIT 

entwickelte Organ-on-a-chip System vasQchip verwendet (Kapitel 1.1.3).72,74 Die halbrunde Form 

des Mikrokanals ermöglichte dabei eine in vivo ähnliche geometrische Anordnung der 

Endothelzellen. Der Anschluss an eine Mikrofluidik erlaubte die Erzeugung eines artifiziellen 

Blutstroms sowie daraus resultierende Scherkräfte, welche die in vivo Gegebenheiten eines 

natürlichen Blutgefäßes abbilden. Um eine korrekte Funktion, Ausbildung und Aufrechterhaltung 

der BBB und iBRB sicherzustellen, wurde neben der Rekonstruktion des Endothels auch die 

natürliche Umgebung der Barriere im Modell hergestellt. Dabei wurden weitere Zelltypen der 

rNVU im Auge sowie der NVU im Gehirn im umgebenden Kompartiment des vasQchips 

integriert. Die poröse Membran des Kanals erlaubte hierbei einen Zellkontakt und 

Nährstoffaustausch zwischen den Endothelzellen im Mikrokanal und den gewebespezifischen 

Zellen im Kompartiment.  

3.1 Retinale neurovaskuläre Einheit 

Für eine Rekonstruktion der rNVU sollte zunächst das iBRB-Endothel etabliert und charakterisiert 

werden. Hierbei war es von Bedeutung, in vitro ein sehr dichtes Endothel zu realisieren, welches 

den in vivo Eigenschaften der iBRB nachkommen kann. Anschließend wurden weitere Zelltypen 

der rNVU in Kokultur eingebracht, um eine korrekte Funktion und Ausbildung der 

Barrierefunktion der iBRB zu gewährleisten. Im letzten Schritt sollte das etablierte Barriere-Modell 

so verändert werden, dass es das Krankheitsbild der diabetischen Retinopathie abbilden kann.  

3.1.1 Etablierung eines iBRB-Endothels im vasQchip 

Zur Etablierung eines dichten retinalen Endothels im vasQchip war es notwendig, Zellen zu 

verwenden, die den spezifischen Anforderungen nachkommen und in der Lage sind die 

Eigenschaften der physiologisch dichten retinalen Barriere (iBRB) abzubilden. Hierzu zählt unter 

anderem die Expression verschiedener Tight Junctions, Adherens Junctions sowie essentieller 

Transporter. Darüber hinaus sollten die Zellen fähig sein, die in der Literatur beschriebenen Effekte 

der diabetischen Retinopathie abbilden zu können. Humane retinale mikrovaskuläre 

Endothelzellen (HRMVEC) sind primäre Zellen aus der menschlichen Retina und besitzen in vitro 

eine dichte Barrierefunktion.185,186 Darüber hinaus wurden HRMVEC bereits in verschiedenen 

Untersuchungen zur Modellierung der diabetischen Retinopathie eingesetzt.185,187,188 Infolgedessen 

wurden HRMVEC im Rahmen dieser Arbeit zur in vitro Rekonstruktion der iBRB verwendet. 
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Hierfür wurden im Folgenden geeignete Kultivierungsbedingungen wie Beschichtung, Zellzahl 

und Flussgeschwindigkeit untersucht.  

3.1.1.1 Untersuchung einer geeigneten Beschichtung 

Der poröse Mikrokanal des vasQchips besteht aus einer PC-Membran. Diese zeichnet sich durch 

Eigenschaften wie Transparenz, Biokompatibilität und eine hohe Festigkeit aus, was ihren 

häufigen kommerziellen Einsatz als Zellkultivierungsmaterial bedingt. Der Vorteil hierbei ist, dass 

durch Ionenbeschuss und anschließendem Ätzverfahren unterschiedliche Porengrößen bei der 

Fertigung eingebracht werden können.189 Um das Anwachsen von Zellen auf einer PC-Membran 

sicherzustellen, wird häufig eine Beschichtung mit Matrixproteinen verwendet. In der Literatur 

konnte gezeigt werden, dass die Adhäsion von Endothelzellen auf einem beschichteten 

Kultivierungsmaterial um den Faktor 2,5 im Vergleich zum unbeschichteten Material erhöht 

wird.190 Neben einer Zelladhäsion soll die Beschichtung auch zur Ausbildung einer dichten 

Barriere beitragen. In einigen Untersuchungen wurde umfangreich belegt, dass die Wahl einer 

geeigneten Beschichtung die Barriereintegrität von Endothelzellen fördert.150,190,191 Daher wurden 

im Folgenden verschiedene Matrixproteine hinsichtlich ihrer Eignung für eine erfolgreiche 

Adhäsion sowie der Ausbildung einer dichten Barrierefunktion der HRMVEC untersucht. Hierfür 

wurden die Matrixproteine Fibronektin, Vitronektin, Kollagen I, Laminin und Gelatine verwendet. 

Fibronektin, Laminin, Vitronektin und Kollagen I sind der EZM zugehörig. Somit fördern diese 

Proteine eine Zelladhäsion durch spezifische Zell-Matrix-Interaktionen.191 Gemäß dem Hersteller 

wird zur Kultivierung der HRMVEC eine Beschichtung mit Fibronektin empfohlen.192 Fibronektin 

ist ein Glykoprotein, welches durch Arginin-Glycin-Asparaginsäure-Sequenzen (RGD) in der Lage 

ist, mit Zellen über Integrin-Rezeptoren zu interagieren.193 Dies ermöglicht eine Adhäsion der 

Zellen an der Matrix.194 Neben Fibronektin finden das Glykoprotein Laminin sowie das fibrilläre 

Protein Kollagen I häufig Verwendung in der Beschichtung von Kultivierungsmaterialen.195,196 

Vitronektin ist ein 75 kDa schweres Glykoprotein und verfügt, wie Fibronektin, über zahlreiche 

RGD-Domänen. Dagegen wird Gelatine als Hydrolyseprodukt von Kollagen in der Forschung 

häufig als günstige und nachhaltige Alternative zum teuren Kollagen verwendet, da die 

Gewinnung aus Schlachtabfällen sehr kosteneffizient ist.64  

In den folgenden Versuchen wurde die Adhäsion, Morphologie, Konfluenz sowie die 

Genexpression spezifischer Barriere-Marker der HRMVEC auf den verschiedenen Matrixproteinen 

untersucht. Die Versuche erfolgten zunächst unter statischen zweidimensionalen Bedingungen.  

3.1.1.1.1 Adhäsion, Morphologie und Konfluenz 

Um die Adhäsion, Morphologie sowie die Konfluenz der Zellen mikroskopisch zu untersuchen, 

wurden GFP (Green fluorescent protein)-HRMVEC verwendet. GFP-HRMVEC sind in der Lage im 

Zytosol GFP zu exprimieren. Hierbei wurde das GFP mithilfe einer lentiviralen Transfektion in das 

Genom der HRMVEC eingebracht.197 Dies hat den Vorteil, dass eine mikroskopische 

Visualisierung der lebenden Zellen ohne zusätzliche Färbung ermöglicht wird.  

Für diesen Versuch wurden die Wells einer 24-Well-Platte mit einem biokompatiblen Klebering 

und einer noch unporösen PC-Membran versehen. Diese wurden anschließend mit 
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unterschiedlichen Konzentrationen der Matrixproteine beschichtet. Hierfür wurde 

1 mg/ml Fibronektin, 0,1 mg/ml Kollagen I, 1 mg/ml Gelatine, 5 µg/ml Vitronektin sowie 

1 mg/ml Laminin eingesetzt. Da in der Literatur unterschiedliche Konzentrationen der 

Matrixproteine verwendet werden, wurden die vom Hersteller empfohlenen Konzentrationen 

verwendet. Zudem konnte Dr. R. Pfister in ihrer Arbeit zeigen, dass für eine Adhäsion von 

zerebralen Endothelzellen nicht die Konzentration, sondern das Matrixprotein selbst entscheidend 

ist.198 Nach erfolgter Beschichtung der PC-Membran wurden GFP-HRMVEC ausgesät. Dabei 

wurden als Kontrolle GFP-HRMVEC in Wells ohne Klebering und PC-Membran eingebracht. 

Anschließend wurden die Zellen an Tag 1, 2, 3, 4 und 7 mikroskopisch visualisiert. Für eine 

Besiedlung im Mikrokanal des vasQchips sollte die Adhäsion der HRMVEC nach 3 h sichergestellt 

sein, um das Abtragen der Zellen im Mikrokanal durch das Anlegen eines Flusses zu verhindern. 

Aus diesem Grund erfolgte eine zusätzliche mikroskopische Überprüfung der Adhäsion der 

GFP-HRMVEC 3 h nach ihrer Einbringung. Das Ergebnis ist in Abbildung 14 dargestellt. Es konnte 

gezeigt werden, dass die Beschichtung einen signifikanten Einfluss auf die Adhäsion der HRMVEC 

hat. So wies das Wachstum der HRMVEC auf den Beschichtungen Vitronektin und Fibronektin 

die höchste Konfluenz über den Zeitraum von 7 Tagen auf. Bereits nach 3 h konnte eine Adhäsion 

der GFP-HRMVEC sowie die Ausbildung der zelltypischen Morphologie auf beiden 

Beschichtungen festgestellt werden. Verglichen mit der Kontrolle erzielten die Zellen auf den mit 

Fibronektin und Vitronektin beschichteten PC-Membranen eine ähnliche Konfluenz. Eine 

Kultivierung auf Kollagen I ermöglichte ebenfalls nach 3 h eine schnelle, konfluente Adhäsion der 

GFP-HRMVEC unter Ausbildung der charakteristischen Endothelzell-Morphologie. Jedoch 

konnte hierbei nach 7 Tagen kein konfluentes Endothel nachgewiesen werden, wodurch Kollagen I 

als Beschichtung für eine Langzeitkultivierung für GFP-HRMVEC nicht geeignet ist. Dagegen 

zeigte eine Kultivierung auf Gelatine und Laminin keine signifikante unterstützende Funktion zur 

Adhäsion der GFP-HRMVEC. 
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Abbildung 14: Wachstum von GFP-HRMVEC auf unterschiedlich beschichteten PC-Membran über einen 
Zeitraum von 7 Tagen. Zur Beschichtung der PC-Membran wurde jeweils 1 mg/ml Fibronektin, 
0,1 mg/ml Kollagen I, 1 mg/ml Gelatine, 5 µg/ml Vitronektin sowie 1 mg/ml Laminin in einem Volumen von jeweils 
400 µl eingesetzt. Zur Kontrolle wurden unbeschichtete Wells einer 24-Well-Platte (ohne PC-Membran) verwendet. 
Anschließend wurden 6×104 GFP-HRMVEC in EGM-2 ausgesät und an Tag 1, 2, 3, 4 und 7 sowie 3 h nach dem 
Einbringen mikroskopisch visualisiert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt 
(inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED). Der Maßstabsbalken entspricht 75 µm.  

3.1.1.1.2 Expression spezifischer Marker 

Zur Wahl einer geeigneten Beschichtung ist neben der Adhäsion, Morphologie und Konfluenz die 

Ausbildung einer dichten Barriere maßgeblich. Diese Barriere resultiert unter anderem durch ein 

strukturelles und interagierendes Netzwerk aus Tight Junctions und Adherens Junctions zwischen 

benachbarten Endothelzellen. Daher wurde im Folgenden die Expression dieser essentiellen 

Barriere-Proteine in den HRMVEC auf unterschiedlich beschichteten PC-Membranen untersucht. 

Bereits in der Literatur wurde die Expression dieser Marker in HRMVEC ausführlich 

beschrieben.85,199 Für die Expressionsanalyse wurden die Tight Junction- und 

Adherens Junction-Proteine ZO-1, VE-Cadherin, Occludin sowie das Junction-assoziierte Protein 

CD31 gewählt. Wie in Kapitel 1.2.1 beschrieben, sind die Transmembranproteine Occludin, 

VE-Cadherin und CD31 sowie ZO-1 für eine korrekte Barrierefunktion entscheidend.97 Ebenso 

führt der Verlust dieser Barriere-Marker zu Störungen in der Barrierefunktion der iBRB.200,99,201 
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Um den Einfluss von Gelatine, Vitronektin, Kollagen I, Laminin und Fibronektin auf die 

Expression der Barriere-Marker in HRMVEC zu untersuchen, wurde der Versuch, wie in 

Kapitel 3.1.1.1.1 beschrieben, durchgeführt. In Abwandlung zu Kapitel 3.1.1.1.1 wurden HRMVEC 

ohne GFP-Reportergen verwendet. Als Kontrolle wurden HRMVEC ohne Verwendung einer 

PC-Membran und Beschichtung kultiviert. Nach 7 Tagen konnte die mRNA (messenger Ribonucleic 
acid) der HRMVEC isoliert, die vorhandene genomische DNA mithilfe einer DNase verdaut und 

anschließend in cDNA (complementary Desoxyribonucleic acid) mithilfe einer reversen Transkriptase 

transkribiert werden. Unter Verwendung der farbstoffbasierten RT-qPCR (Real Time quantitative 
Polymerase chain reaction) wurde die Expression der cDNA quantifiziert. Dabei diente das 

Haushaltsgen Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (GAPDH) als Referenzgen. Die 

erhaltenen Ergebnisse wurden anschließend mithilfe der DDCt-Methode auf die Kontrolle 

normiert. Die relative Expression der verschiedenen Proteine in Abhängigkeit der Beschichtung ist 

in Abbildung 15 aufgeführt.  

 

 

Abbildung 15: Relative mRNA-Expression von HRMVEC auf unterschiedlich beschichteten PC-Membranen. 
Zur Beschichtung der PC-Membran wurde jeweils 1 mg/ml Fibronektin, 0,1 mg/ml Kollagen I, 1 mg/ml Gelatine, 
5 µg/ml Vitronektin sowie 1 mg/ml Laminin in einem Volumen von jeweils 400 µl verwendet. Daraufhin wurden 
6×104 HRMVEC in EGM-2 ausgesät. Zur Kontrolle wurden HRMVEC ohne Beschichtung und PC-Membran 
kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Nach 7 Tagen erfolgte eine Isolierung der 
RNA und eine Transkription in cDNA. Mithilfe einer RT-qPCR konnte die relative Expression von CD31, ZO-1, 
VE-Cadherin und Occludin untersucht werden. Die Ergebnisse wurden durch Verwendung der DDCt-Methode auf 
die Kontrolle normiert (= 1). Als Referenzgen fungierte GAPDH. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden 
aus n = 3 ermittelt. 

Es konnte gezeigt werden, dass die Beschichtungen einen signifikanten Einfluss auf die Expression 

der spezifischen Barriere-Proteine ausüben. Im Vergleich zur Kontrolle wurde eine erhöhte 

Expression der untersuchten Proteine durch Kultivierung auf der Fibronektin-Beschichtung 

detektiert. So konnte für CD31 mit 2,07 ± 0,16, für ZO-1 mit 1,74 ± 0,14 für Occludin mit 1,49 ± 0,20 

und für VE-Cadherin mit 2,01 ± 0,35 eine Hochregulation ermittelt werden. Währenddessen 
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erzielte eine Kultivierung auf den Beschichtungen Vitronektin und Gelatine eine Hochregulation 

von drei der untersuchten Barriere-Marker. Dabei war die Expression der Proteine VE-Cadherin 

(0,71 ± 0,04) auf einer Vitronektin-Beschichtung sowie Occludin (0,52 ± 0,23) auf einer 

Gelatine-Beschichtung vermindert. Hingegen erzielte eine Beschichtung mit Kollagen I eine 

erniedrigte Expression von CD31 (0,76 ± 0,20) und Occludin (0,40 ± 0,17). Eine Beschichtung mit 

Laminin resultierte in einer geringeren Expression aller ausgewählter Proteine.  

Anhand der Genexpressionsanalyse konnte gezeigt werden, dass eine Beschichtung mit 

Fibronektin, im Vergleich zu anderen Beschichtungen, eine erhöhte Expression von CD31, 

VE-Cadherin, ZO-1 sowie Occludin in HRMVEC erzielte. Um dies genauer zu überprüfen, wurde 

eine Immunfluoreszenzfärbung der Marker ZO-1 und VE-Cadherin sowie eine Färbung des 

Aktinzytoskeletts mit Phalloidin-TRITC durchgeführt. Immunfluoreszenzfärbungen werden 

häufig zum Nachweis zelltypischer Strukturen oder zur Identifizierung verschiedener Zelltypen 

in einer Kokultur mithilfe von Antikörpern verwendet. Hierfür wurden HRMVEC auf einer mit 

Fibronektin beschichteten PC-Membran im Well eines µ-Slide 8 Wells ausgesät. Zur Kontrolle 

wurden HRMVEC ohne Verwendung einer PC-Membran eingebracht. Nach einer siebentägigen 

Kultivierung wurden die Zellen für eine immunhistochemische Färbung mit 4 % PFA fixiert, mit 

0,1 % Triton-X permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen mit CasBlockTM blockiert. 

Anschließend erfolgte eine Antikörperfärbung zur Visualisierung von ZO-1 und VE-Cadherin. 

Zusätzlich wurden die Zellkerne mithilfe von Hoechst33342 gefärbt. Daraufhin wurden die Proben 

durch inverse Konfokalmikroskopie visualisiert (Abbildung 16).  

 

 

Abbildung 16: Visualisierung zelltypischer Strukturen in HRMVEC. PC-Membranen wurden in µ-Slide 8 Wells 
mit 1 mg/ml Fibronektin beschichtet und mit 3×104 HRMVEC in EGM-2 besiedelt. Zur Kontrolle wurden 
unbeschichtete Wells ohne PC-Membran verwendet. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. 
Nach 7 Tagen wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. 
Anschließend wurden die spezifischen Zellstrukturen mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung und 
Phalloidin-TRITC sowie Hoechst33342 visualisiert. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Gelb: Detektion des 
Aktinzytoskeletts mit Phalloidin-TRITC. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ZO-1. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von VE-Cadherin (Leica TCS SPE DMI4000B). Der Maßstabsbalken entspricht für 
Fibronektin 25 µm und für die Kontrolle 40 µm.  
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Im Vergleich zur Kontrolle konnte eine Kultivierung auf der mit Fibronektin beschichteten 

PC-Membran eine stärkere Ausbildung von VE-Cadherin an den Zellkontakten erzielen. Dieses 

Resultat ist mit dem Ergebnis der Genexpressionsanalyse deckungsgleich. Allerdings war ZO-1 

entgegen der Erwartung in beiden Proben nicht an den Zellkontakten lokalisiert, sondern im 

Zellkern sowie im Zytosol verteilt. Möglicherweise könnte dies auf eine unspezifische Bindung des 

Antikörpers zurückzuführen sein. 

3.1.1.1.3 Kapitelzusammenfassung Untersuchung einer geeigneten Beschichtung 

Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass eine Beschichtung der PC-Membran mit 

1 mg/ml Fibronektin eine schnelle Adhäsion nach 3 h, ein konfluentes Wachstum über 7 Tage 

(Kapitel 3.1.1.1.1) sowie eine Hochregulation essentieller Barriere-Proteine erzielte. Aus diesem 

Grund wurde für eine Etablierung der HRMVEC im Mikrokanal des vasQchips in den folgenden 

Kapiteln Fibronektin als Beschichtung gewählt.  

3.1.1.2 Porengröße und Zellzahl im vasQchip 

Der vasQchip bietet aufgrund seines halbrunden Mikrokanals eine geeignete Form zur 

Rekonstruktion eines in vivo Blutgefäßes. Dabei ermöglicht ein Wachstum der Zellen auf einer 

gekrümmten Oberfläche, im Vergleich zur planaren 2D-Zellkultur, eine naturgetreuere 

Morphologie und Anordnung des Endothels. In der Literatur wurde bereits die Relevanz der 

gekrümmten Oberfläche für das Zellwachstum beschrieben.202 So konnte gezeigt werden, dass 

Endothelzellen bereits ohne Einwirkung von mikrofluidischen Scherkräften allein durch eine 

halbrunde Geometrie im Mikrokanal ihre Morphologie sowie ihre Anordnung verändern.202 Dabei 

spielt eine halbrunde bis runde Form eine bedeutende Rolle. Neben dem Aspekt einer besseren 

Abbildung eines runden Blutgefäßes konnte in Kanälen mit einem rektangulärem Querschnitt ein 

vermindertes Wachstum sowie eine inhomogenere Verteilung von Endothelzellen beobachtet 

werden.203  

Für ein konfluentes Endothel im halbrunden Mikrokanal des vasQchips ist die Wahl einer 

geeigneten Porengröße und Zellzahl entscheidend. In der Literatur werden Porengrößen von 

0,4 µm bis 3 µm zur Kultivierung von retinalen Endothelzellen eingesetzt.171,204 Daher wurden für 

diesen Versuch Porengrößen von 1,8-2,2 µm sowie 3 µm gewählt. Ebenso konnte anhand der 

Erkenntnisse in der Literatur gezeigt werden, dass das Anlegen eines laminaren Flusses zur 

Einschränkung der Proliferation der Endothelzellen führt.205 Aufgrund der Kanaloberfläche des 

vasQchips sowie der Zelldichte nach einer Kultivierung unter planaren 2D-Bedingungen konnte 

näherungsweise eine benötigte Zellzahl von 7,3×104 ermittelt werden. Um dabei eine konfluente 

Auskleidung des Mikrokanals zu gewährleisten, wurden höhere Zellzahlen von 7,5×104 und 1×105 

gewählt. Des Weiteren wurden GFP-HRMVEC verwendet um die Adhäsion und das Wachstum 

der Zellen ohne zusätzliche Farbstoffe nachweisen zu können. Zur Besiedlung der vasQchips mit 

Porengrößen von 1,8-2,2 µm sowie 3 µm, wurden die Mikrokanäle mit 1 mg/ml Fibronektin 

beschichtet. Anschließend konnten GFP-HRMVEC der Zellzahl von 7,5×104 und 1×105 in den 

Mikrokanälen ausgesät werden. Um die vollständige Auskleidung des halbrunden Mikrokanals 
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mit Zellen sicherzustellen, wurden die vasQchips mithilfe des vasQturns um ihre eigene Achse 

gedreht (Abbildung 17). Dabei wurde eine Drehzahl von 0,25 rpm für 1 h verwendet.  

 

 

Abbildung 17: Darstellung des vasQturns zur Besiedlung des Mikrokanals der vasQchips. Um eine homogene 
Auskleidung der Zellen im Mikrokanal zu gewährleisten, rotiert der vasQchip um die eigene Achse (in Schwarz 
veranschaulicht) für 1 h mit der Drehzahl 0,25 rpm.  

Nach erfolgter Rotation im vasQturn, wurden die vasQchips bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Um 

das Wachstum der GFP-HRMVEC in den Mikrokanälen zu überprüfen, erfolgte an Tag 2, 5 und 7 

eine mikroskopische Visualisierung der Zellen. In Abbildung 18 und Abbildung 19 ist das Resultat 

aufgeführt.  

 

 

Abbildung 18: Statische Kultivierung der GFP-HRMVEC im vasQchip mit Porengrößen von 1,8-2,2 µm und 
Zellzahlen von 7,5×104 sowie 1×105. 7,5×104 sowie 1×105 GFP-HRMVEC wurden in mit 1 mg/ml Fibronektin 
beschichtete Mikrokanäle der vasQchips der Porengröße von 1,8 bis 2 µm in 20 µl EGM-2 ausgesät und für 7 Tage 
statisch bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Jeden 2. oder 3. Tag wurde ein Mediumwechsel mit EGM-2 durchgeführt. 
An Tag 2, 5 und 7 erfolgte eine mikroskopische Visualisierung. (i) GFP-Färbung der HRMVEC, (ii) Hellfeld, 
(iii) Überlagerung (inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED). Der Maßstabsbalken entspricht 75 µm. 
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Abbildung 19: Statische Kultivierung der GFP-HRMVEC im vasQchip mit Porengrößen von 3 µm und 
Zellzahlen von 7,5×104 sowie 1×105. 7,5×104 sowie 1×105 GFP-HRMVEC wurden in mit 1 mg/ml Fibronektin 
beschichtete Mikrokanäle der vasQchips der Porengröße von 3 µm in 20 µl EGM-2 ausgesät und für 7 Tage statisch 
bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Jeden 2. oder 3. Tag wurde ein Mediumwechsel mit EGM-2 durchgeführt. An 
Tag 2, 5 und 7 erfolgte eine mikroskopische Visualisierung. (i) GFP-Färbung der HRMVEC, (ii) Hellfeld, 
(iii) Überlagerung (inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED). Der Maßstabsbalken entspricht 75 µm. 

Es konnte gezeigt werden, dass die Porengröße eine entscheidende Rolle für das Wachstum der 

GFP-HRMVEC auf der Kanaloberfläche spielt. Dabei erzielte eine Kultivierung der HRMVEC auf 

der Membran mit einer Porengröße von 3 µm eine höhere Zelldichte im Vergleich zur Porengröße 

von 1,8-2,2 µm. Während an Tag 2 in vasQchips beider Porengrößen eine gleichmäßige Verteilung 

der Zellen detektiert werden konnte, zeigte sich ab Tag 5 in den Mikrokanälen kleinerer 

Porengröße lediglich eine Adhäsion weniger Zellen. Hingegen konnte von Tag 2 bis Tag 7 in den 

vasQchips der Porengröße 3 µm eine gleichmäßigere Verteilung und eine höhere Anzahl 

adhärierter Zellen im Mikrokanal beobachtet werden. Dabei wies die verwendete Zellzahl von 

1×105 eine dichtere homogenere Verteilung der Zellen im Vergleich zur Zellzahl 7,5×104 auf. Aus 

diesem Grund wurden für folgende Versuche vasQchips der Porengröße 3 µm sowie eine Zellzahl 

von 1×105 verwendet.  

3.1.1.3 Integration eines Flusses und Scherkräfte 

In vivo sind Endothelzellen durch den Blutfluss kontinuierlich mechanischen Reizen ausgesetzt. 

Zur Rekonstruktion eines dichten iBRB-Endothels steht besonders die durch den Fluss verursachte 

tangentiale Scherkraft im Fokus.206 Anhand der Literatur konnte gezeigt werden, dass sich 

Endothelzellen aus der Nabelschnur (HUVEC) durch Exposition einer Mikrofluidik der 

Scherrichtung entsprechend physiologisch anordnen, um den Widerstand zu minimieren.207 

Ferner wurde in verschiedenen Untersuchungen belegt, dass die Scherkraft zur Ausbildung einer 

erhöhten Barrierefunktion in Endothelzellen von Bedeutung ist.186,207,208 So konnten Seebach et al. 
bereits im Jahr 2000 eine erhöhte Expression der Tight Junction-Proteine ZO-1 und Occludin sowie 

Barriere-relevanter Transporter in Endothelzellen unter mikrofluidischen Bedingungen 

ermitteln.209 Durch einen Anschluss des vasQchips an eine Mikrofluidik wird ein artifizieller 
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Blutstrom sowie daraus resultierende Scherkräfte im Mikrokanal erzeugt. Dabei unterstützt der 

halbrunde Querschnitt des vasQchips im Vergleich zu einem Mikrokanal mit einem rektangulären 

Querschnitt eine gleichmäßige Verteilung der Scherkräfte über die gesamte Kanaloberfläche.40  

In den folgenden Kapiteln wurden HRMVEC im Mikrokanal des vasQchips durch Integration 

einer Mikrofluidik einem Fluss ausgesetzt. Dabei wurde einerseits untersucht, ob eine fluidische 

Langzeitkultivierung über einen Zeitraum von 7 Tagen möglich ist. Andererseits wurde überprüft, 

ob durch das Anlegen eines Flusses und den daraus resultierenden Scherkräften die Expression 

essentieller Barriere-Proteine beeinflusst wird.  

3.1.1.3.1 Integration einer Mikrofluidik  

In den retinalen Blutgefäßen (Arterien und Venen) herrschen totale Volumenströme von 

44,0 ± 13,3 µl/min.210 In Abhängigkeit des Blutgefäßdurchmessers sowie der Viskosität von Blut 

von 1 cP unter Berücksichtigung des Fahraeus-Lindqvist-Effekts211, kann ein daraus resultierender 

Scherstress von ca. 34,61 dyn/cm2 ermittelt werden. Hingegen herrscht in retinalen Kapillaren ein 

Scherstress von 10-15 dyn/cm2.186 Jedoch zeigten Molins et al., dass HRMVEC in vitro unter Einfluss 

eines moderaten Scherstresses von 1,5-5 dyn/cm2 die höchste Expression essentieller 

Tight Junction-Proteine erzielten. Ein Scherstress von 1,7 dyn/cm2 kann näherungsweise bei einem 

Volumenstrom von 100 µl/min im Mikrokanal des vasQchips erzielt werden. Bereits Yeste et al. 
konnten mit einer Flussrate von 100 µl/min ein retinales Barriere-Modell in einem Chip-System 

aufbauen.178 Folglich wurde der Volumenstrom von 100 µl/min gewählt, um eine iBRB mit einer 

ausgeprägten Barrierefunktion im vasQchip zu rekonstruieren. Hierfür wurden vasQchips mit 

GFP-HRMVEC, wie in Kapitel 3.1.1.2 beschrieben, besiedelt. Nach erfolgter Rotation im vasQturn 

wurden die Zellen zur Regeneration 2 h statisch bei 5 % CO2 und 37 °C inkubiert. Danach konnten 

die vasQchips an eine Peristaltikpumpe (peRISYS, Cetoni) angeschlossen und ein Fluss angelegt 

werden. Hierbei wurde das Medium kontinuierlich im Kreis gepumpt. Um ein Ablösen der Zellen 

durch einen zu hohen Flüssigkeitsdruck zu vermeiden, wurde zunächst eine Flussrate von 

10 µl/min eingestellt. Diese wurde stündlich um 10 µl/min erhöht, sodass nach 9 h eine maximale 

Flussrate von 100 µl/min und ein korrespondierender Scherstress von 1,7 dyn/cm2 erzielt werden 

konnte. Die Endothelzellen wurden an Tag 2, 5 sowie 7 mikroskopisch visualisiert (Abbildung 20). 

Es konnte gezeigt werden, dass eine Langzeitkultivierung der HRMVEC über 7 Tagen unter 

Ausbildung einer konfluenten Zellschicht über die gesamte Kanaloberfläche bei einer Flussrate mit 

100 µl/min möglich ist. Aus diesem Grund wurde dieser Volumenstrom für zukünftige Versuche 

verwendet. 
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Abbildung 20: Fluidische Kultivierung der GFP-HRMVEC im vasQchip. 1×105 GFP-HRMVEC wurden in mit 
1 mg/ml Fibronektin beschichtete Mikrokanäle in 20 µl EGM-2 ausgesät. Es folgte eine einstündige Rotation der 
Mikrokanäle um die eigene Achse mit einer Drehzahl von 0,25 rpm im vasQturn. Nach einer statischen 
Kultivierung von 2 h wurden die vasQchips an eine Peristaltikpumpe angeschlossen. Zunächst wurde ein 
Volumenstrom von 10 µl/min angelegt, welcher sukzessive auf maximal 100 µl/min erhöht wurde. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 2, 5 und 7 wurden die Zellen in den Mikrokanälen 
der vasQchips mikroskopisch visualisiert. (i) GFP-Färbung der HRMVEC, (ii) Hellfeld, (iii) Überlagerung 
(inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED). Der Maßstabsbalken entspricht 75 µm. 

3.1.1.3.2 Langzeitkultivierung und Nachweis zellspezifischer Marker  

Zahlreiche Untersuchungen in der Literatur konnten einen positiven Einfluss auf die 

Barrierefunktion in Endothelzellen durch Anlegung eines Flusses beschreiben. So konnten 

Molins et al. eine 1,5-fach höhere Detektion von Claudin-5 und eine 1,25-fach erhöhte Verteilung 

von ZO-1 in HRMVEC bei einem Scherstress von 1,5 dyn/cm2 nachweisen.186 Auch Ragelle et al. 
konnten einen niedrigeren Permeabilitätskoeffizienten und damit eine verstärkte Barrierefunktion 

von HRMVEC durch Exposition einer Flussrate im Vergleich zur statischen Kultivierung 

belegen.150 Aus diesem Grund wurde der Einfluss der fluidischen Kultivierung einschließlich der 

resultierenden Scherkräfte auf die Expression spezifischer Barriere-Proteine in den HRMVEC 

untersucht. Hierfür wurden HRMVEC entsprechend der in Kapitel 3.1.1.3.1 beschriebenen 

Bedingungen in den Mikrokanal des vasQchips eingebracht und für 7 Tage bei einer Flussrate von 

100 µl/min fluidisch kultiviert. Zur Kontrolle wurde eine statische Kultivierung der HRMVEC im 

Mikrokanal durchgeführt. Nach 7 Tagen konnte mithilfe einer RT-qPCR die Expression 

verschiedener Proteine quantifiziert werden. Neben den Tight Junctions und Adherens Junctions 

erfolgte eine Quantifizierung der Expression essentieller Efflux-Pumpen P-gp und BCRP. Wie in 

Kapitel 1.2.1 beschrieben, transportieren BCRP sowie P-gp unerwünscht eingedrungene 

Xenobiotika zurück ins Blut und sind damit für eine Aufrechterhaltung der Barriereintegrität in 

den HRMVEC essentiell.212,213 Die auf die Kontrolle normierte Expression ist in Abbildung 21 

dargestellt.  
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Abbildung 21: Relative mRNA-Expression spezifischer Proteine in HRMVEC bei einer fluidischen 
Kultivierung im vasQchip. 1×105 HRMVEC wurden in mit 1 mg/ml Fibronektin beschichtete Mikrokanäle in 
20 µl EGM-2 ausgesät. Um eine gleichmäßige Verteilung der HRMVEC im vasQchip zu gewährleisten, wurden die 
Mikrokanäle für 1 h um ihre eigene Achse im vasQturn gedreht. Nach 2 h wurde durch Exposition einer 
Mikrofluidik ein Volumenstrom von 100 µl/min angelegt und eine daraus resultierende Scherstress von 1,7 
dyn/cm2 erzeugt. Zur Kontrolle wurden HRMVEC unter statischer Kultivierung im vasQchip analysiert. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Nach einer fluidischen Kultivierung von 7 Tagen, wurde 
die RNA der HRMVEC isoliert, in cDNA transkribiert und die Expression spezifischer Barriere-relevanter Proteine 
mithilfe einer RT-qPCR quantifiziert. Die erhaltenen Ergebnisse wurden mithilfe der DDCt-Methode auf die 
Kontrolle normiert (= 1). Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Mittelwerte und Standardabweichungen 
wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 
gekennzeichnet. 

Es konnte eine erhöhte Expression der barrierespezifischen Marker in HRMVEC durch das 

Anlegen einer Flussrate von 100 µl/min erzielt werden. Dabei wurde für CD31 eine 4,94-fache, für 

Occludin eine 4,96-fache, für ZO-1 eine 3,9-fache, für VE-Cadherin eine 1,59-fache, für P-gp eine 

4,95-fache und für BCRP eine 10,21-fache Expression bestimmt. Damit wies die Efflux-Pumpe 

BCRP die höchste relative Expression auf.  

Analog dazu wurde eine Immunfluoreszenzfärbung der HRMVEC zur Visualisierung von CD31 

durchgeführt. Die HRMVEC wurden nach einer fluidischen Kultivierung von 7 Tagen im 

vasQchip immunhistochemisch gefärbt. Zusätzlich erfolgte eine Visualisierung der Zellkerne mit 

Hoechst33342 sowie des Aktin-Zytoskeletts mit Phalloidin-TRITC. Durch konfokale 

Fluoreszenzmikroskopie wurden z-stack Messungen des Mikrokanals in einer Höhe von 110 µm 

durchgeführt. Anschließend konnten maximale Überlagerungen sowie 3D-Projektionen erzeugt 

werden. In Abbildung 22 ist die konfluente Zellschicht der HRMVEC im Mikrokanal unter 

Ausbildung von CD31 visualisiert.  



Ergebnisse und Diskussion 

 41 

 

Abbildung 22: Visualisierung spezifischer Zellstrukturen der HRMVEC im vasQchip nach einer fluidischen 
Kultivierung von 7 Tagen. 1×105 HRMVEC wurden in 1 mg/ml Fibronektin beschichtete Mikrokanäle in 20 µl 
EGM-2 ausgesät. Zur vollständigen Auskleidung des Mikrokanals wurden die vasQchips um ihre eigene Achse im 
vasQturn für 1 h gedreht. Nach einer zweistündigen statischen Inkubation zur Regeneration wurden die vasQchips 
an eine Peristaltikpumpe angeschlossen. Es folgte eine fluidische Kultivierung bei 100 µl/min für 7 Tage. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Im Anschluss wurden die Zellen im vasQchip fixiert, 
permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und die spezifischen Zellstrukturen 
immunhistochemisch gefärbt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen generiert (n = 28, 
Abstand = 4 µm, h = 110 µm, Leica TCS SPE DMI4000B). (A) Stellt die maximale Überlagerung und (B) generierte 
3D-Projektionen dar. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342, Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31, 
Rot: Visualisierung des Aktin-Zytoskeletts mit Phalloidin-TRITC. Überlagerung mit Hellfeld. B(i) und (iii) zeigt die 
laterale und B(ii) sowie B(iv) die horizontale Ansicht der vasQchips. 3D-Projektionen wurden mit der 
Leica LasX-Software erstellt. Der Maßstabsbalken entspricht in (A) 25 µm und (B) 100 µm. 

3.1.1.3.3 Kapitelzusammenfassung Integration eines Flusses und Scherkräfte 

Anhand dieser Resultate konnte gezeigt werden, dass eine Langzeitkultivierung der HRMVEC 

über 7 Tage bei 100 µl/min unter Ausbildung einer dichten Zellschicht möglich ist. Hierbei konnte 

die Ausbildung eines Aktin-Zytoskeletts sowie die Expression des Junction-assoziierten Proteins 

CD31 immunhistochemisch im vasQchip nachgewiesen werden. Des Weiteren wurde eine erhöhte 

Expression essentieller Barriere-Proteine mithilfe einer RT-qPCR detektiert. Damit konnten die in 

der Literatur beschriebenen positiven Effekte auf die Barrierefunktion im untersuchten 

iBRB-Endothel durch Integration eines Flusses und der resultierenden Scherkräfte bestätigt 

werden.  

3.1.2 Etablierung der iBRB inklusive Perizyten und Astrozyten  

Für eine Rekonstruktion eines iBRB-Kokulturmodells wurden neben HRMVEC humane retinale 

Astrozyten (HRA) und humane neurovaskulären Perizyten (HBVP) verwendet. Der Einfluss von 

Astrozyten und Perizyten auf die Ausbildung sowie Aufrechterhaltung der Barrierefunktion der 
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iBRB konnte bereits zahlreich in der Literatur belegt werden.171,51,52 HRA sind primäre isolierte 

Astrozyten aus der menschlichen Retina und spiegeln daher die spezifischen Eigenschaften der 

in vivo retinalen Astrozyten wider. Da humane retinale Perizyten kommerziell begrenzt verfügbar 

sind und zudem marginal proliferieren, wurden HBVP verwendet. Hierbei handelt es sich um 

primäre Perizyten aus dem menschlichen Gehirn. Wie in Kapitel 1.2.3 beschrieben, wird den 

Hirnperizyten in vivo eine ähnliche Funktion wie den retinalen Perizyten in der rNVU im Auge 

zugeschrieben.171 Daher wurde angenommen, dass diese Zellen als Äquivalent zu retinalen 

Perizyten in der rNVU für eine Rekonstruktion fungieren können. 

In den folgenden Kapiteln wurden verschiedene Bedingungen für eine Kokultivierung der drei 

Zelltypen untersucht. Hierbei wurden Wachstumskurven, Immunfluoreszenzfärbungen, 

Genexpressionsanalysen sowie Viabilitätstests durchgeführt. Im Anschluss wurde die Barriere des 

etablierten Modells auf ihre Funktion überprüft.  

3.1.2.1 Wachstumskurve 

In vivo werden Zellen im menschlichen Körper durch Nährstoffe und Sauerstoff aus dem 

zirkulierenden Blut versorgt. In vitro ist dies bislang nicht möglich. Daher werden zur Kultivierung 

der Zellen auf verschiedene Nährmedien zurückgegriffen. Diese sind spezifisch an die 

Anforderungen des jeweiligen Zelltyps angepasst und tragen zur Funktion, Wachstum, 

Morphologie und Beibehaltung zelltypischer Marker bei. Um eine simultane Kokultivierung der 

drei Zelltypen zu ermöglichen, wurde daher zunächst ein Kultivierungsmedium bestimmt, in dem 

alle Zellen eine starke Proliferation aufweisen. Darüber hinaus war es wichtig, dass das 

ausgewählte Kultivierungsmedium die Ausbildung einer dichten Barriere in den HRMVEC 

begünstigt. Zunächst wurde mithilfe von Wachstumskurven das Wachstum der drei Zelltypen in 

vier verschiedenen kommerziell erhältlichen Spezialmedien untersucht. Hierfür wurde das 

Spezialmedium der HRMVEC, das EGM-2, sowie die Spezialmedien AM der HRA und PM der 

HBVP getestet. Zusätzlich wurde als günstige Alternative das DMEM verwendet. Zur 

Untersuchung der Proliferation von HRMVEC, HRA und HBVP wurden diese jeweils in den zu 

testenden Medien ausgesät und bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Dabei wurde an Tag 1, 2, 3, 4 und 

7 die Zellzahl bestimmt. Die ermittelte Gesamtzellzahl ist in Abbildung 23 in Abhängigkeit des 

verwendeten Spezialmediums aufgetragen. In DMEM konnte die niedrigste Proliferation der drei 

Zelltypen beobachtet werden. Dagegen wiesen die Zellen in EGM-2 das stärkste Wachstum auf. In 

vorherigen Experimenten konnte gezeigt werden, dass eine Kultivierung der HRMVEC in EGM-2 

die Expression essentieller Barriere-Marker begünstigt (Kapitel 3.1.1.3.2). Aus diesem Grund 

wurde für eine Etablierung des iBRB-Modells inklusive Perizyten und Astrozyten das 

Spezialmedium EGM-2 für alle folgenden Versuche verwendet.  
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Abbildung 23: Wachstumskurven von HBVP, HRA und HRMVEC. 2×104 Zellen wurden jeweils in 1 ml der 
Spezialmedien AM, PM, EGM-2 und DMEM in die Wells einer 24-Well-Platte ausgesät und bei 5 % CO2 und 37 °C 
kultiviert. Der Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 3 Tage. An Tag 1, 2, 3, 4 und 7 wurden die Zellen in Triplikaten 
enzymatisch abgelöst, gezählt und die Gesamtzellzahl ermittelt. Der Mittelwert und die Standardabweichung 
wurden aus n = 3 ermittelt. 

3.1.2.2 Etablierung der iBRB inklusive Astrozyten und Perizyten im Transwell 

Für eine Etablierung einer Kokultur aus HRMVEC, HRA und HBVP war es wichtig, die 

Anordnung der Zelltypen so naturgetreu wie möglich nachzubilden. In vivo ummanteln retinale 

Perizyten das Blutgefäß und liegen dicht an den Endothelzellen, sodass ein maximaler Abstand 

von 20 nm resultiert.113 Dabei beträgt das Verhältnis von Perizyten zu Endothelzellen in der 

menschlichen Retina Verhältnis 1:1.90 Somit ist der Anteil der Perizyten in der Retina höher als im 

Gehirn (1:3-4) oder anderen mikrovaskulären Barrieren (1:10).90,113 Währenddessen stehen die 

mobilen Astrozyten im retinalen Gewebe mit Endothelzellen sowie Perizyten, mithilfe ihrer langen 

zellulären Fortsätze in physischem Kontakt.214  

Zur Rekonstruktion eines naturgetreuen iBRB-Modells inklusive Astrozyten und Perizyten wurde 

als Vorversuch eine statische Kokultur in einem Transwell-System etabliert. Dieses System erlaubt 

eine vereinfachte Kultivierung von Zellen in planaren Zellschichten unter statischen 
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zweidimensionalen Bedingungen. Transwell-Systeme werden häufig zur in vitro Rekonstruktion 

verschiedener Barriere-Modelle, für Messungen der Barriereintegrität (TEER) sowie für 

Permeabilitätsstudien eingesetzt. Die Besonderheit der Transwell-Systeme ist, dass die 

Kultivierung der Zellen auf einer porösen PC-Membran dem sogenannten Insert, erfolgen kann. 

Das Insert trennt das apikale vom basalen Kompartiment. Im Folgenden wurden die HRMVEC 

apikal auf der „Blutseite“ und die HBVP zusammen mit den HRA basal auf der „Gewebeseite“ im 

Transwell eingebracht. Die Einbringung von HRA sowie HBVP erfolgte auf der PC-Membran im 

basalen Kompartiment. Dabei erlaubt die perforierte Membran eine physische Interaktion und 

einen Austausch wichtiger Faktoren wie beispielsweise PDGF-β, zwischen den Zellschichten in 

beiden Kompartimenten.187 Bereits Yang et al. zeigten, dass der direkte Zellkontakt von 

Endothelzellen zu Perizyten für eine korrekte Barrierefunktion eines iBRB-Endothels notwendig 

ist.215 Im Anschluss wurde im etablierten Kokultur-Modell die Ausbildung zelltypischer Marker 

sowie die Expression Barriere-spezifischer Proteine in den HRMVEC untersucht.  

3.1.2.2.1 Nachweis zelltypischer Marker 

Zur Kokultivierung der drei Zelltypen im Transwell-System wurde eine Porengröße von 3 µm 

gewählt. Im Vorversuch (Kapitel 3.1.1.2) konnte gezeigt werden, dass sich Porengrößen von 3 µm 

zur Kultivierung der HMRVEC über einen Zeitraum von 7 Tagen bewährten. Zur Beschichtung 

der porösen PC-Membran wurden die Matrixproteine Fibronektin (1 mg/ml im apikalen Bereich) 

und Kollagen I (0,6 mg/ml im basalen Bereich) eingesetzt. Dr. R. Pfister konnte zeigen, dass zur 

Adhäsion der HBVP auf einer PC-Membran eine Beschichtung mit 0,6 mg/ml Kollagen I geeignet 

ist.14 Dagegen konnte die Eignung von Fibronektin bereits in Kapitel 3.1.1.1 im Rahmen dieser 

Arbeit nachgewiesen werden. Um ein Anwachsen der HBVP im basalen Bereich auf der 

PC-Membran sicherzustellen wurden die Transwell-Systeme um 180° gedreht positioniert. 

Anschließend wurden 3×104 HBVP auf die beschichtete PC-Membran in EGM-2 ausgesät. Nach 

einer Inkubation von 3 h wurde das Transwell in die Ausgangsposition zurückgedreht und über 

Nacht bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Am nächsten Tag erfolgte nach demselben Prinzip eine 

Einbringung von 3×104 HRA auf der Perizytenzellschicht. Um das in vivo Verhältnis (1:1) von 

Perizyten und Endothelzellen zu rekonstruieren, wurden nach 24 h 3×104 HRMVEC in den apikalen 

Bereich auf der porösen Membran des Transwell-Systems ausgesät (Abbildung 24). 

 

 

Abbildung 24: Schematische Darstellung des iBRB-Modells inklusive HRA und HBVP im statischen 
Transwell-System.  
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Es folgte eine Kultivierung bei 5 % CO2 und 37 °C in EGM-2 über einen Zeitraum von 7 Tagen. 

Anschließend wurde die Ausbildung zelltypischer Marker mithilfe einer 

Immunfluoreszenzfärbung untersucht. Hierfür wurde der Barriere-Marker CD31 zur Überprüfung 

der konfluenten Endothelzellschicht sowie die Marker FABP7 (Fatty Acid Binding Protein 7) für 

HRA und α-SMA (Alpha Smooth Muscle Actin) für HBVP verwendet. FABP7, auch bekannt als 

Brain Lipid Binding Protein ist ein 14-15 kDa schweres hochkonserviertes zytoplasmatisches Protein 

und spielt im Lipidstoffwechsel, Energiehomöostase sowie in der Inflammation eine bedeutende 

Rolle.216,217 FABP7 wird von Astrozyten exprimiert und daher auch häufig als zelltypischer Marker 

eingesetzt.217 α-SMA ist eine Aktin-Isoform, welche neben weiteren Aktin-Isoformen wie β-Aktin 

oder γ-Aktin von Perizyten exprimiert und daher als Marker verwendet wird.218 Zusätzlich zur 

immunhistochemischen Färbung wurden die Zellkerne mit Hoechst33342 visualisiert. Mithilfe 

inverser Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt und 3D-Projektionen 

sowie maximale Überlagerungen generiert (Abbildung 25). Zudem wurden Tiefenfärbungen 

erzeugt, welche anhand eines definierten Farbcodes die räumliche Lage der Zellen entlang der 

z-Ebene veranschaulichen. Dies ermöglicht eine bessere Visualisierung der Zellen im 

Transwell-System.  

 

 

Abbildung 25: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker von HRMVEC, HBVP und HRA im 
Transwell-System. Das basale Kompartiment des Transwell-Systems wurde mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet 
und mit 3×104 HBVP für 3 h um 180° gedreht in EGM-2 besiedelt. Am nächsten Tag erfolgte die Einbringung von 
3×104 HRA nach demselben Prinzip. Anschließend erfolgte 24 h später die Besiedlung des mit 1 mg/ml Fibronektin 
beschichteten apikalen Kompartiments mit 3×104 HRMVEC. Die Kokultur wurde für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C 
in EGM-2 statisch kultiviert. Ein Mediumwechsel des apikalen und basalen Kompartiments wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. Nach 7 Tagen wurden die Zellen, fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen 
blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Mithilfe von konfokaler Mikroskopie konnten z-stack 
Messungen durchgeführt werden (n = 25, Abstand = 4 µm, h = 100 µm, Leica TCS SPE DMI4000B). (A) stellt die 
maximale Überlagerung und (B) generierte 3D-Projektionen in horizontaler Ansicht dar. (Bii) zeigt die mit der 
Leica LasX-Software erstellte Tiefencodierung von (Bi). Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von FABP7. Der Maßstabsbalken entspricht für (A) 35 µm und (B) 50 µm.  
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Es konnte eine erfolgreiche Kokultivierung aller drei Zelltypen unter Ausbildung ihrer 

zelltypischen Marker nachgewiesen werden. Zusätzlich konnten anhand der horizontalen 

3D-Projektionen die zwei getrennten Zellschichten bestehend aus Endothelzellen sowie 

Astrozyten und Perizyten visualisiert werden. 

3.1.2.2.2 Expression Barriere-spezifischer Proteine 

Neben der Ausbildung zelltypischer Marker wurde die Expression der Barriere-relevanten 

Proteine in HRMVEC in Kokultivierung mit HRA und HBVP untersucht. Wie zuvor beschrieben 

haben Perizyten sowie Astrozyten einen großen Einfluss auf die Ausbildung der Barriereintegrität 

der HRMVEC. So ist bekannt, dass Perizyten an der Aufrechterhaltung und Ausbildung der 

Barrierefunktion in retinalen Endothelzellen beteiligt sind.116,171 Ein Ausfall der Perizyten, wie 

beispielsweise bei der diabetischen Retinopathie, führt somit zu einer erhöhten Permeabilität der 

Barriere.116 Währenddessen konnte Astrozyten eine Funktion zur erhöhten Tight Junction 

Expression sowie zur Lokalisierung spezifischer Transportproteine in retinalen Endothelzellen 

zugeschrieben werden.84,171,219 Auch Wisniewska-Kruk et al. konnten durch eine Kokultur mit 

isolierten retinalen Perizyten und Astrozyten im Transwell eine 1,57-fach höhere Barriereintegrität 

(TEER) und eine 1,89-fach erniedrigte Permeabilität in den HRMVEC feststellen.171 

Um den Einfluss von Astrozyten und Perizyten auf die Expression verschiedener Barriere-Marker 

zu untersuchen, wurde eine RT-qPCR durchgeführt. Hierfür wurde das Kokultur-Modell aus 

HRA, HBVP und HRMVEC, wie in Kapitel 3.1.2.2.1 beschrieben, vorbereitet. Analog dazu wurden 

zur Kontrolle Transwell-Systeme mit ausschließlich HRMVEC verwendet. Nach einer 

Kultivierung von 7 Tagen bei 5 % CO2 und 37 °C wurde die Expression essentieller 

Barriere-Proteine quantifiziert. Die erhaltenen Werte wurden auf die Kontrolle normiert und sind 

in Abbildung 26 dargestellt. Mit diesem Versuch konnte der Einfluss der umliegenden Zelltypen 

auf die Expression der Barriere-Proteine in den HRMVEC belegt werden. So wurde im Vergleich 

zur Kontrolle für alle Proteine eine Hochregulation detektiert. Dabei konnte für CD31 eine 

1,35-fache, für Occludin eine 1,27-fache, für ZO-1 eine 1,65-fache, für VE-Cadherin 1,38-fache, für 

die beiden Efflux-Pumpen P-gp eine 1,26-fache und für BCRP eine 3,14-fache Expression ermittelt 

werden. Ähnliche Effekte konnten Yang et al. in einem Kokultur-Modell aus retinalen Perizyten 

und Endothelzellen im Transwell-System erzielen. Dabei konnte im Vergleich zur Kontrolle für 

ZO-1 eine 1,8-fache, für Occludin eine 1,5-fache und für VE-Cadherin eine 1,4-fache Expression 

detektiert werden.215 Jedoch konnte anhand fehlender Charakterisierung in der Literatur kein 

Vergleich zur Expression der Efflux-Pumpen P-gp und BCRP bei Einfluss einer Kokultur gezogen 

werden. Dennoch ist bekannt, dass die beiden Efflux-Pumpen P-gp und BCRP zur 

Aufrechterhaltung der Barrierefunktion notwendig sind.85,100,102 Die in der Literatur beschriebenen 

positiven Effekte der Kokultur von HRMVEC mit Astrozyten und Perizyten konnten damit in 

diesem Versuch belegt werden.  
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Abbildung 26: Relative mRNA-Expression spezifischer Proteine in HRMVEC bei einer Kokultivierung mit 
HBVP und HRA im Transwell-System. 3×104 HBVP wurden in das basale Kompartiment des Transwell-Systems 
in EGM-2 besiedelt. Um das Anwachsen auf der mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichteten PC-Membran zu 
gewährleisten wurde das Transwell um 180° gedreht positioniert. Am nächsten Tag erfolgte die Einbringung von 
3×104 HRA nach demselben Prinzip. 24 h später erfolgte die Einbringung von 3×104 HRMVEC in das mit 
1 mg/ml Fibronektin beschichtete apikale Kompartiment. Die Kokultur wurde für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in 
EGM-2 statisch kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Als Referenz wurden 
Transwell-Systeme ausschließlich mit HRMVEC kultiviert. Im Anschluss wurde die RNA der HRMVEC isoliert, in 
cDNA transkribiert und die Expression spezifischer Barriere-relevanter Proteine quantifiziert. Die erhaltenen 
Ergebnisse wurden anhand der DDCt-Methode auf die Kontrolle normiert (= 1). Als Referenzgen wurde GAPDH 
verwendet. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante 
Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

3.1.2.2.3 Kapitelzusammenfassung Etablierung der iBRB inklusive Astrozyten und Perizyten 
im Transwell 

In diesem Kapitel konnte ein statisches iBRB-Modell inklusive Astrozyten und Perizyten im 

Transwell-System etabliert werden. Dabei bewährte sich EGM-2 als Kultivierungsmedium der 

Kokultur. Darüber hinaus konnte mithilfe von Immunfluoreszenzfärbung sowie 

Genexpressionsanalysen die Funktionalität der Barriere nachgewiesen werden. Damit erwies sich 

das etablierte statische Kokultur-Modell im nächsten Schritt als funktionelle Basis für eine 

Etablierung des iBRB-Modells im vasQchip. 

3.1.2.3 Etablierung der iBRB inklusive Perizyten und Astrozyten im vasQchip 

Im vorherigen Kapitel konnte erfolgreich ein iBRB-Modell inklusive Astrozyten und Perizyten im 

Transwell-System rekonstruiert werden. Jedoch handelt es sich hierbei um ein statisches Modell, 

welches keine dynamischen Faktoren des menschlichen Körpers wie einen Blutfluss abbilden 

kann. Im Vorversuch in Kapitel 3.1.1.3.2 konnte gezeigt werden, dass mechanische Reize wie das 

Anlegen eines Flusses und die daraus resultierende physiologische Scherkraft zur Ausbildung 

einer naturgetreuen Barrierefunktion in HRMVEC notwendig sind. Um dem Endothel 
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physiologische Scherkräfte auszusetzen, wurde das Kokultur-Modell aus HRMVEC, HRA und 

HBVP im vasQchip etabliert.  

3.1.2.3.1 Nachweis spezifischer Marker 

Für die Kokultivierung von HRMVEC, HRA und HBVP im vasQchip wurde eine Porengröße von 

3 µm verwendet. In Kapitel 3.1.1.2 konnte eine konfluente Zellschicht der HRMVEC im Mikrokanal 

unter Verwendung von Poren der Größe 3 µm unter fluidischen Bedingungen erzielt werden. Für 

eine Adhäsion der Zellen im vasQchip wurde der Mikrokanal mit 1 mg/ml Fibronektin und das 

umgebende Kompartiment mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. In den Vorversuchen in 

Kapitel 3.1.1.1 und 3.1.2.2 konnte gezeigt werden, dass die gewählten Beschichtungen mit 

entsprechender Konzentration für eine Kultivierung der Zellen auf der PC-Membran geeignet 

sind. In Kapitel 3.1.1.2 wurde die Zellzahl von 1×105 zur Etablierung des iBRB-Endothels im 

Mikrokanal verwendet. Um das 1:1 Verhältnis zwischen Perizyten und Endothelzellen aus der 

Retina naturgetreu abzubilden, wurde unter Bezugnahme der Kontaktfläche von Mikrokanal und 

Kompartiment im vasQchip eine benötigte Zellzahl von näherungsweise 9,5×105 für HBVP 

ermittelt. Somit wurden 9,5×105 HBVP in das umgebende Kompartiment eingebracht. Um ein 

Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran des Mikrokanals sicherzustellen, wurde der vasQchip 

um 180° gedreht. Nach 3 h konnte der vasQchip erneut in die Ausgangsposition gebracht werden. 

Anschließend wurden die Zellen über Nacht bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Das Schema der 

Besiedlung des umgebenden Kompartiments ist in Abbildung 27 aufgeführt.  

 

 

Abbildung 27: Schema der Besiedlung des umgebenden Kompartiments im vasQchip. Zur Besiedlung des 
umgebenden Kompartiments wurden Zellen durch die Anschlüsse eingebracht. Durch eine Drehung des 
vasQchips um 180° wurde das Anwachsen der Zellen auf dem Mikrokanal sichergestellt. Nach 3 h konnte der 
vasQchip in die Ausgangsposition gebracht und über Nacht bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert werden (modifiziert 
nach Pfister).14 

Am nächsten Tag erfolgte nach demselben Prinzip die Einbringung von 9,5×105 HRA auf die 

ausgebildete Perizytenschicht im umgebenden Kompartiment. Eine Besiedlung des Mikrokanals 

mit 1×105 HRMVEC erfolgte nach Kapitel 3.1.1.3.2. Anschließend wurden die vasQchips an die 

Peristaltikpumpe angeschlossen und bei einer Flussrate von 100 µl/min in EGM-2 fluidisch 

kultiviert. Nach 7 Tagen wurde eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Hierbei wurde 

überprüft, ob eine Kokultivierung von HRMVEC, HBVP und HRA im vasQchip unter Ausbildung 

der charakteristischen zelltypischen Marker möglich ist. Zur Visualisierung von HRMVEC wurde 



Ergebnisse und Diskussion 

 49 

CD31, für HBVP wurde α-SMA, und für HRA wurde GFAP (Glial fibrillary acidic protein) eingesetzt. 

GFAP ist das bedeutendste intermediäre Filamentprotein in Astrozyten und wird daher häufig als 

Marker verwendet.220,221 Die Detektion erfolgte über z-stack Messungen durch fluoreszente 

Konfokalmikroskopie (Abbildung 28).  

 

 

Abbildung 28: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker der Kokultur aus HRMVEC, HBVP und HRA 
unter fluidischer Kultivierung im vasQchip. 9,5×105 HBVP wurden in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete 
umgebende Kompartiment besiedelt. Das Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran wurde durch eine Drehung 
des vasQchips um 180° gewährleistet. Die Einbringung von 9,5×105 HRA auf die Perizytenzellschicht erfolgte nach 
demselben Prinzip. Am dritten Tag wurden 1×105 HRMVEC in 20 µl EGM-2 in den mit 1 mg/ml Fibronektin 
beschichteten Mikrokanal ausgesät. Um eine gleichmäßige Verteilung im Mikrokanal sicherzustellen, wurde dieser 
für 1 h um seine eigene Achse gedreht. Im Anschluss wurden die vasQchips an eine Peristaltikpumpe 
angeschlossen und bei einer Flussrate von 100 µl/min, welche stufenweise erhöht wurde, bei 37 °C und 5 % CO2 
fluidisch kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Nach 7 Tagen wurden die Zellen 
fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung 
durchgeführt. Daraufhin wurden mit inverser Konfokalmikroskopie z-stack Messungen durchgeführt (n = 110, 
Abstand = 3 µm, h = 330 µm, Leica TCS SPE DMI4000B). Dadurch konnten maximale Überlagerungen (A) und 
3D-Projektionen (B) der Mikrokanäle generiert werden. (Bi) zeigt die innere und (Biii) die äußere laterale Ansicht 
der 3D-Projektion. (Bii) stellt die horizontale Ansicht des vasQchips dar. Maximale Überlagerung in (A) mit 
Hellfeld. 3D-Projektionen wurden mit der Leica LasX-Software erstellt. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP. Der Maßstabsbalken entspricht für (A) 50 µm und (B) 200 µm.  

Anhand der horizontalen 3D-Projektion sind durch die Membran zwei getrennte Zellschichten aus 

HRMVEC im Mikrokanal sowie Perizyten und Astrozyten im Kompartiment zu erkennen. Zudem 

konnte anhand der Immunfluoreszenzfärbung eine Kokultur der drei Zelltypen unter Ausbildung 

ihrer charakteristischen Marker erfolgreich evaluiert werden. Jedoch konnte nur ein geringer 

Anteil der HRA mit GFAP visualisiert werden. Dies lässt sich darauf zurückführen, dass GFAP 
hauptsächlich durch Hirnverletzungen im ZNS in reaktiven Astrozyten exprimiert wird.221 



Ergebnisse und Diskussion 

 50 

Damit ist die immunhistochemische Detektion von GFAP im gesundem Gewebe meist schwer 

nachweisbar.222 Dieser in der Literatur beschriebene Effekt konnte in Abbildung 28 bestätigt 

werden.  

3.1.2.3.2 Viabilität der Zellen im umgebenden Kompartiment 

Für ein funktionsfähiges Kokultur-Modell ist die Versorgung der Zellen mit Nährstoffen zur 

Aufrechterhaltung ihrer Viabilität notwendig. Durch das Anlegen eines Flusses wird die 

Versorgung der Endothelzellen im Mikrokanal mit Nährstoffen gewährleistet. Dagegen erfolgt die 

Versorgung der Zellen im umgebenden Kompartiment durch die Zellschicht der Endothelzellen 

und der porösen PC-Membran. Um die Viabilität der HRA und HBVP im umgebenden 

Kompartiment zu untersuchen, wurde im Folgenden ein Viabilitätstest mithilfe eines XTT Assays 

durchgeführt. Dieser Viabilitätstest erlaubt die kolorimetrische Quantifizierung der metabolischen 

Aktivität der Zellen.223 Dabei wird das farblose Tetrazoliumsalz XTT (2,3-Bis-(2-Methoxy-4-Nitro-

5-Sulfophenyl)-2H-Tetrazolium-5-Carboxanilide) durch die mitochondriale Dehydrogenase zu 

orangenem wasserlöslichem Formazan reduziert (Abbildung 29).223,224 Anschließend kann das 

Formazan photometrisch quantifiziert werden. Diese Reduktion findet ausschließlich durch die 

mitochondriale Aktivität lebender Zellen statt, und ist somit ein Indikator für viable Zellen.223,224 

 

 

Abbildung 29: Reduktion des farblosen Tetrazoliumsalz XTT durch die Aktivität der mitochondrialen 
Dehydrogenase zu orangenem Formazan. 

Für diesen Versuch wurden iBRB-Modelle inklusive HRA und HBVP nach Kapitel 3.1.2.3.1 

vorbereitet. Es folgte eine fluidische Kultivierung bei einem Volumenstrom von 100 µl/min. Zur 

Kontrolle wurden Kokultur-Modelle im vasQchip unter statischer Kultivierung verwendet. Um 

die Viabilität der Zellen zeitlich zu verfolgen, wurde an Tag 0, 3, 5 und 7 ein XTT Assay 

durchgeführt. Dafür wurde das XTT Reagenz ausschließlich in das umgebende Kompartiment 

eingebracht. Die vasQchips wurden dabei von der Fluidik getrennt und zur Messung der 

metabolischen Aktivität im XTT-Reagenz statisch inkubiert. Anschließend erfolgte die 

Absorptionsmessung zur Quantifizierung der metabolischen Aktivität. Das Ergebnis ist in 

Abbildung 30 dargestellt. Die erhaltenen Absorptionsmesswerte (α) wurden auf Tag 0 normiert. 

Es konnte gezeigt werden, dass die Zellen durch Integration einer Mikrofluidik eine höhere 

metabolische Aktivität und damit eine gesteigerte Viabilität aufweisen. So konnten an Tag 3 eine 
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1,23-fache, an Tag 5 eine 1,61-fache und an Tag 7 eine 1,62-fache Viabilität erzielt werden. 

Unabhängig davon, wurde in den statischen vasQchips eine Abnahme der Viabilität von Tag 5 auf 

Tag 7 um näherungsweise 60 % ermittelt. Dies könnte auf eine unzureichende Versorgung der 

Zellen durch eine statische Kultivierung zurückzuführen sein. Hingegen zeigte eine Kultivierung 

unter fluidischen Bedingungen eine zunehmende Viabilität der Zellen im umgebenden 

Kompartiment. So konnte eine gesteigerte Viabilität von Tag 0 auf Tag 5 beobachtet werden. Ab 

Tag 5 konnte keine signifikante Änderung der metabolischen Aktivität detektiert werden. 

Insgesamt konnte gezeigt werden, dass eine ausreichende Versorgung der HRA und HBVP im 

umgebenden Kompartiment des vasQchips mit Nährmedium durch eine fluidische Kultivierung 

sichergestellt wird.  

 

 

Abbildung 30: Untersuchung der Viabilität im umgebenden Kompartiment des vasQchips. 9,5×105 HBVP und 
HRA wurden an zwei aufeinanderfolgenden Tagen in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende 
Kompartiment ausgesät. Am dritten Tag erfolgte die Besiedlung des mit 1 mg/ml Fibronektin beschichteten 
Mikrokanal mit 1×105 HRMVEC in EGM-2. Nach einer einstündigen Rotation im vasQturn wurde die Kokultur im 
vasQchip bei einer Flussrate von 100 µl/min, welche stufenweise erhöht wurde, bei 37 °C und 5 % CO2 in EGM-2 
fluidisch kultiviert. Zur Kontrolle wurden Kokultur-Modelle unter statischer Kultivierung verwendet. An Tag 0, 3, 
5 und 7 wurde die Viabilität im umgebenden Kompartiment durch Zugabe des XTT-Reagenz untersucht. Nach 
einer Inkubation von 5 h konnte die Absorption durch photometrische Messung ermittelt und damit die 
metabolische Aktivität und Viabilität quantifiziert werden. Die erhaltenen Ergebnisse wurden auf Tag 0 
normiert (= 1). Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante 
Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

3.1.2.3.3 Expression spezifischer Barriere-Marker 

In der Literatur konnte gezeigt werden, dass für eine Rekonstruktion eines in vivo artigen 

iBRB-Modells sowohl der Einfluss benachbarter Zellen der rNVU als auch mechanische Reize wie 

ein Fluss und daraus resultierende Scherkräfte entscheidend sind.150,178 So konnte bereits in 

Kapitel 3.1.2.2 im statischen Transwell-System nachgewiesen werden, dass Astrozyten und 

Perizyten einen signifikanten Einfluss auf die Ausbildung einer dichten Barriere im retinalen 

Endothel ausüben. Dies wurde anhand ähnlicher Resultate aus der Literatur bestätigt.215 Im 

Folgenden wurde die Expression Barriere-spezifischer Proteine in HRMVEC in Kokultivierung mit 

HRA und HBVP im vasQchip unter fluidischen Bedingungen untersucht. Hierfür wurden 
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iBRB-Modelle inklusive HRA und HBVP, wie in Kapitel 3.1.2.3.1 beschrieben, vorbereitet und 

fluidisch kultiviert. Als Kontrolle fungierten vasQchips mit einer reinen HRMVEC-Zellschicht im 

Mikrokanal. Nach 7 Tagen wurde die Expression spezifischer Barriere-Marker untersucht. Die 

erhaltenen Ergebnisse wurden anschließend auf die Kontrolle referenziert. Dabei konnte im 

Vergleich zur Kontrolle eine erhöhte Expression der Tight Junction-Proteine Occludin (1,66 ± 0,82), 

ZO-1 (3,10 ± 0,94) und der Efflux-Pumpe P-gp (3,80 ± 0,05) sowie des Junction-assoziierten Proteins 

CD31 (1,27 ± 0,50) ermittelt werden (Abbildung 31). Die stärkste Hochregulation wurde von dem 

Adherens Junction-Protein VE-Cadherin (12,29 ± 2,33) detektiert. Lediglich bei der Efflux-Pumpe 

BCRP (0,97 ± 0,03) konnte kein signifikanter Unterschied in der Expression im Vergleich zur 

Kontrolle beobachtet werden. Dennoch wurde eine Hochregulation der Expression von fünf der 

untersuchten Proteine erzielt. Damit konnte auch im vasQchip der positive Einfluss von HRA und 

HBVP auf die Barriere der HRMVEC unter fluidischen Bedingungen bestätigt werden.  

 

 

Abbildung 31: Relative mRNA-Expression spezifischer Proteine in HRMVEC bei einer Kokultivierung mit 
HBVP und HRA im vasQchip. 9,5×105 HBVP und HRA wurden nacheinander in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I 
beschichtete umgebende Kompartiment des vasQchips in EGM-2 ausgesät. Daraufhin erfolgte die Besiedlung von 
1×105 HRMVEC in den mit 1 mg/ml Fibronektin beschichteten Mikrokanal. Zur Auskleidung des gesamten 
Mikrokanals mit HRMVEC wurden die vasQchips im vasQturn für 1 h um ihre eigene Achse rotiert. Im Anschluss 
folgte eine fluidische Kultivierung der Kokultur bei einer Flussrate von 100 µl/min für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C 
in EGM-2. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Zur Kontrolle wurden vasQchips 
ausschließlich mit HRMVEC besiedelt und ebenfalls fluidisch kultiviert. Daraufhin wurde die RNA der HRMVEC 
isoliert, in cDNA transkribiert und die Expression spezifischer Barriere-Proteine mithilfe einer RT-qPCR 
quantifiziert. Die erhaltenen Werte wurden anhand der DDCt-Methode auf die Kontrolle relativiert (= 1). Als 
Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 
Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

3.1.2.3.4 Funktionalitätstest P-gp Transporter Assay  

Im nächsten Schritt wurde das etablierte iBRB-Modell hinsichtlich seiner Funktion evaluiert. Dazu 

wurde ein P-gp Transporter Assay durchgeführt. Die Efflux-Pumpe P-gp gehört neben BCRP zu 

den bekanntesten Efflux-Pumpen der iBRB sowie der BBB.103,104 Beide Transporter sind dazu in der 
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Lage ihr Zielsubstrat aktiv aus der Zelle zu transportieren.104 Dabei können eingedrungene 

Xenobiotika sowie therapeutische Wirkstoffe zurück ins Blutsystem befördert werden.104 

Demzufolge ist der Nachweis der Efflux-Pumpen-Aktivität zur Etablierung eines funktionalem 

iBRB-Modells hinsichtlich einer Wirkstoffuntersuchung von enormer Bedeutung.  

Zunächst wurde zur Untersuchung der zellulären Verteilung und Lokalisierung von P-gp eine 

Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Dafür wurden HRMVEC in Wells eines µ-Slide 8 Wells 

ausgesät. Nach einer Kultivierung von 7 Tagen wurden die Zellen anschließend zur Visualisierung 

von VE-Cadherin und P-gp immunhistochemisch gefärbt. Anhand der Immunfluoreszenzfärbung 

von P-gp konnte eine Verteilung im Zytosol, Zellkern sowie erwartungsgemäß an den 

Zellkontaktpunkten in Kolokalisation mit VE-Cadherin detektiert werden (Abbildung 32).  

 

 

Abbildung 32: Immunfluoreszenzfärbung von P-gp und VE-Cadherin in HRMVEC. 4×104 HRMVEC wurden in 
Wells eines µ-Slide 8 Wells in EGM-2 eingebracht und für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Nach erfolgter Kultivierung wurden die Zellen fixiert, 
permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. 
Zusätzlich wurde zur Visualisierung der Zellkerne Hoechst33342 gefärbt. (i) Zellkernfärbung mit Hoechst33342, 
(ii) Immunfluoreszenzfärbung von P-gp, (iii) Immunfluoreszenzfärbung von VE-Cadherin, (iv) Überlagerung 
(Leica TCS SPE DMI4000B). Der Maßstabsbalken entspricht 20 µm.  

Nachdem die Verteilung an den Zellkontaktpunkten nachgewiesen werden konnte, wurde der 

P-gp Transporter Assay durchgeführt. Hierbei wurde der aktive Transport von Calcein-AM im 

exzitatorischen und inhibierten Zustand untersucht. Calcein-AM ist ein nicht fluoreszierender 

lipophiler Ester, welcher in der Lage ist, ungehindert in Zellen zu penetrieren (Abbildung 33).225,226  

 

 

Abbildung 33: Strukturformeln von Calcein-AM, Calcein und Verapamil.  
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In der Zelle wird Calcein-AM durch die Aktivität von zytosolischen Esterasen zum hydrophilen 

grün fluoreszierenden Calcein gespalten (Abbildung 33).225,226 Im Gegensatz zu Calcein-AM kann 

Calcein aufgrund seiner Hydrophilität die Zellmembran nicht mehr durch Diffusion ungehindert 

passieren, sodass der grüne Fluoreszenzfarbstoff intrazellulär in der Zelle akkumuliert.226 Die 

Aktivität von P-gp gewährleistet einen Rücktransport von Calcein-AM bevor es zum grün 

fluoreszierenden Calcein gespalten wird.76,213 Durch eine Inhibition von P-gp mit einem affinen 

Inhibitor wie Verapamil wird der Transport von Calcein-AM aus der Zelle verhindert.14,28,213,227 

Infolgedessen kann Calcein-AM zum grün fluoreszierenden Calcein gespalten werden. Dies führt 

zu einer verstärkten Akkumulation von Calcein im Zytosol der Zellen. Mithilfe inverser 

Konfokalmikroskopie und anschließender Quantifizierung mit Fiji konnte die 

Fluoreszenzsteigerung ermittelt werden. Das Prinzip des P-gp Transporter Assays ist in 

Abbildung 34 dargestellt.  

 

 

Abbildung 34: Schematische Darstellung des P-gp Transporter Assays. Das nicht fluoreszierende Calcein-AM 
kann ungehindert in die Zelle penetrieren. Im exzitatorischen Zustand wird das Calcein-AM bevor es durch 
Esterasen zum grün fluoreszierenden Calcein gespalten werden kann durch die Aktivität der Efflux-Pumpe P-gp 
zurück ins Blutsystem transportiert. Im inhibitorischen Zustand inhibiert Verapamil die Aktivität der 
Efflux-Pumpe, sodass der Rücktransport des Calcein-AMs verhindert wird. Dies resultiert in einer Akkumulation 
von Calcein-AM in der Zelle, welches folglich zu Calcein gespalten werden kann.  

Für diesen Versuch wurde das iBRB-Modell inklusive HRA und HBVP nach Kapitel 3.1.2.3.1 

rekonstruiert und fluidisch kultiviert. Nach 7 Tagen wurden die Kokultur-Modelle zur Inhibition 

der P-gp Aktivität mit Verapamil behandelt. Im Anschluss wurde zum Inhibitor das Calcein-AM 

eingebracht und erneut bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Dabei erfolgte die Zugabe des Inhibitors 

sowie des Zielsubstrats ausschließlich im Mikrokanal. Um eine Fluoreszenzsteigerung 

quantifizieren zu können, wurden analog dazu Kokultur-Modelle ausschließlich mit Calcein-AM 

behandelt. Als Nullwert wurden unbehandelte iBRB-Modelle verwendet, um die 

Fluoreszenzsteigerung unabhängig von der Eigenfluoreszenz der Zellen ermitteln zu können. 

Nach erfolgter Inkubation wurde die Fluoreszenz der HRMVEC mithilfe inverser 

Konfokalmikroskopie visualisiert und anschließend mit Fiji quantifiziert. Die ermittelten relativen 

Fluoreszenzeinheiten (RFU) in Differenz zum Nullwert sind in Abbildung 35 dargestellt. Werden 

die beiden Werte miteinander verglichen, so konnte durch die von Verapamil inhibierte P-gp 

Aktivität eine 1,27-fache Fluoreszenzintensität und eine damit erhöhte zelluläre Akkumulation 

von Calcein bestimmt werden. 
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Abbildung 35: P-gp Transporter Assay mit Calcein-AM und dem Inhibitor Verapamil im vasQchip. 
9,5×105 HBVP und HRA wurden an zwei aufeinanderfolgenden Tagen in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete 
umgebende Kompartiment des vasQchips in EGM-2 eingebracht. Am Folgetag konnten 1×105 HRMVEC in den mit 
1 mg/ml Fibronektin beschichteten Mikrokanal besiedelt werden. Nach einer einstündigen Rotation im vasQturn 
zur Auskleidung des gesamten Mikrokanals, erfolgte eine fluidische Kultivierung der Kokultur bei einem 
Volumenstrom von 100 µl/min für 7 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 in EGM-2. Ein Mediumwechsel wurde alle 
2 bis 3 Tage durchgeführt. Im Anschluss wurde ein P-gp Transporter Assay durchgeführt. Hierbei wurden 
vasQchips mit ausschließlich Calcein-AM sowie simultan mit Calcein-AM und Verapamil im Mikrokanal 
behandelt. Als Nullwert wurden unbehandelte vasQchips verwendet. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurde 
die Fluoreszenz von Calcein visualisiert und mithilfe von Fiji quantifiziert. Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, 
**p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

Anhand dieses Resultats konnte die Funktionalität der Efflux-Pumpe P-gp im etablierten 

iBRB-Modell inklusive HRA und HBVP validiert werden. Obwohl der P-gp Assay bereits häufig 

in der Literatur vorgestellt wurde, konnte aufgrund unterschiedlicher verwendeter Substrate 

sowie anderer Barriere-Modelle nur ein indirekter Vergleich zur Literatur erfolgen. So konnten 

Maines et al. im iBRB-Modell aus retinalen Rinderendothelzellen eine 3,66-fache Akkumulation des 

Substrats Taxol durch eine Verapamil-induzierte Inhibition von P-gp feststellen.228 Auch 

Chapy et al. konnten vergleichbare Erkenntnisse in Mäusen durch eine Inhibition der 

Efflux-Pumpe P-gp mit Valspodar sowie Elacridar erhalten.104 Darüber hinaus erzielten 

Dr. R. Pfister und Dr. D. Ivannikov in ihren etablierten BBB-Modellen im vasQchip eine erhöhte 

zelluläre Akkumulation von Calcein durch Inhibition mit Verapamil.14,76 Im Rahmen dieser Arbeit 

konnte erstmals der Nachweis einer P-gp Aktivität in einem fluidischen iBRB-Modell inklusive 

Astrozyten und Perizyten erbracht werden. 

3.1.2.3.5 Kapitelzusammenfassung Etablierung der iBRB inklusive Perizyten und Astrozyten 
im vasQchip 

Mithilfe von Genexpressionsanalysen, Immunfluoreszenzfärbungen, Viabilitätstests und einem 

Funktionalitätstest konnte das etablierte iBRB-Modell im vasQchip auf seine Funktion 

charakterisiert und evaluiert werden. Jedoch ist hierbei zu beachten, dass für eine Rekonstruktion 

eines authentischen rNVU-Modells eine Integration weiterer Zelltypen wie Mikroglia und 

Neuronen erforderlich ist. Dennoch konnte im Rahmen dieser Arbeit ein iBRB-Modell bestehend 
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aus HRMVEC, HRA und HBVP rekonstruiert werden, welches als Basis für weitere 

Modifizierungen und Inkorporation weiterer Zelltypen fungieren kann.  

3.1.3 Hydrogele als EZM-imitierende Stützmatrix 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte ein fluidisches iBRB-Modell inklusive HRA und HBVP 

erfolgreich im vasQchip rekonstruiert werden. Allerdings handelt es sich hierbei bislang um ein 

zweidimensionales Modell, welches die naturgetreue dreidimensionale Anordnung der Zellen in 

der Retina unzureichend repräsentiert. In vivo organisiert die EZM neben der Stütz- und 

Gerüstfunktion die Formgebung, Zugfestigkeit und die Elastizität eines Gewebes.229 Um eine 

dreidimensionale Anordnung der Zellen im vasQchip zu generieren, ist eine Stützmatrix, die der 

Funktion der natürlichen EZM nachkommt, essentiell. Dabei sollte diese spezifische 

Zell-Matrix-Kontakte begünstigen, wodurch ein Wachstum in unterschiedliche Ebenen der 

Gelmatrix zur Ausbildung eines dreidimensionalen zellulären Netzwerks erfolgen kann.57,230 Im 

Folgenden wurde ein natürliches Hydrogel basierend auf Kollagen I sowie das semi-synthetische 

Gelatine-basierte Hydrogel GelMA (Gelatine-Methacrylat) untersucht. Beide Hydrogelkandidaten 

eignen sich aufgrund ihrer Ähnlichkeit zur EZM sowie ihrer Biokompatibilität zum Aufbau von 

dreidimensionalen Gewebemodellen.231 In vivo umschließen Perizyten flach das von 

Endothelzellen gebildete Blutgefäß, wohingegen Astrozyten in der rNVU als dynamischer 

Bestandteil eines ausgeprägten zellulären Netzwerks vorliegen.232 Daher wurden HRA gewählt, 

um die Eignung der beiden Hydrogele als Stützmatrizes für das etablierte iBRB-Modell zu 

überprüfen. Hierbei wurde die Zellviabilität, die zelluläre Ausrichtung sowie die 

Netzwerkbildung analysiert.  

3.1.3.1 Kollagen I-Hydrogel 

Die fibrillären Kollagene sind als natürliche Strukturproteine ein essentieller Bestandteil der 

EZM.196 Aufgrund ihrer hochgradig organisierten Struktur besitzen sie eine hohe Elastizität und 

Zugfestigkeit.233 Kollagene weisen neben Spaltsequenzen für Matrix-Metalloproteasen (MMP), 

vielzählige RGD-Sequenzen auf, welche als Bindungsstellen eine Adhäsion der Zellen in der EZM 

ermöglichen.234 Infolgedessen finden natürliche Kollagen-basierte Hydrogele als Stützmatrix von 

dreidimensionalen Gewebemodellen häufig Verwendung. Dabei wird überwiegend das Kollagen 

Typ I aufgrund der einfachen Extraktion sowie der vielseitigen Anwendungsbereiche 

verwendet.235 Im Gegensatz zu semi-synthetischen Hydrogelen wird eine Vernetzung des 

Kollagen I-Hydrogels physikalisch durch Änderung des pH-Werts sowie der Temperatur 

induziert.14 

3.1.3.1.1 Kultivierung der HRA im Kollagen I-Hydrogel 

Zur Generierung der Kollagen I-Hydrogele wurden Kollagen I-Konzentrationen von 1 mg/ml 

sowie 2 mg/ml gewählt. Für eine dreidimensionale Einbettung der HRA, wurde eine 

Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in die Gelmatrix eingebracht. Im Anschluss erfolgte eine 

physikalische Polymerisation durch Zugabe von NaOH und einer 30-minütigen Inkubation 
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bei 37 °C und 5 % CO2. Danach konnten die vernetzten Kollagen I-Hydrogele mit EGM-2 

überschichtet und für 14 Tage kultiviert werden. Um dabei die Viabiliät, die Ausrichtung und die 

Netzwerkausbildung der HRA beurteilen zu können, wurde eine Lebend-/Tot-Färbung mit 

Calcein-AM und Propidiumiodid (PI) durchgeführt (Abbildung 36). Wie zuvor in Kapitel 3.1.2.3.4 

beschrieben ist Calcein-AM ein nichtfluoreszierender Ester, welcher ungehindert in lebende Zellen 

penetrieren kann. In der Zelle wird Calcein-AM anschließend durch zytosolische Esterasen zum 

grün fluoreszierenden Calcein gespalten. Da dieser Vorgang ausschließlich in lebenden Zellen 

stattfindet, wird Calcein-AM häufig als Marker für viable Zellen verwendet.226 Neben Calcein-AM 

zur Detektion lebender Zellen kann Propidiumiodid (PI) zum Nachweis nekrotischer Zellen 

eingesetzt werden.226 Nekrotische Zellen weisen im Vergleich zu lebenden Zellen eine 

funktionsunfähige Zellmembran auf.236 Dies ermöglicht dem rot fluoreszierenden PI in die DNA 

nekrotischer Zellen zu interkalieren. Eine Penetration von PI in lebende Zellen kann damit nicht 

erfolgen.236 Die Kofärbung aus Calcein-AM sowie PI erlaubt somit eine simultane 

Charakterisierung von lebenden und nekrotischen Zellen. 

 

 

Abbildung 36: Strukturformeln von Calcein-AM und Propidiumiodid. 

Eine Lebend-/Tot-Färbung der eingebetteten HRA wurde an Tag 1, 7 und 14 durchgeführt. Mithilfe 

konfokaler Fluoreszenzmikroskopie wurden z-stack Messungen in einer Höhe von 300 µm erzeugt. 

Anschließend konnten 3D-Projektionen sowie an Tag 14 eine Tiefenfärbung zur Visualisierung der 

HRA generiert werden (Abbildung 37). Zudem wurde mithilfe von Fiji der prozentuale Anteil der 

lebenden und nekrotischen Zellen quantifiziert (Abbildung 38). Es konnte in den 1 mg/ml sowie 

2 mg/ml Kollagen I-Hydrogelen eine hohe Viabilität von mindestens 89,18 % über einen Zeitraum 

von 14 Tagen erzielt werden. Darüber hinaus wurde bereits an Tag 1 eine leichte zelluläre 

Ausrichtung bei 2 mg/ml Kollagen I und eine starke zelluläre Ausrichtung bei 1 mg/ml Kollagen I 

beobachtet. Eine längere Kultivierung über weitere 13 Tage resultierte in einer Ausbildung eines 

dichten zellulären Netzwerks der HRA. Anhand der Tiefenfärbung an Tag 14 konnte jedoch eine 

Abnahme der Hydrogeldicke um 50-180 µm detektiert werden. Möglicherweise ist dieses 

Phänomen auf die geringen mechanischen Eigenschaften des natürlichen Kollagen I-Hydrogels 

zurückzuführen.237 Dennoch konnte ein ausgeprägtes zelluläres Netzwerk der HRA über mehrere 

z-Ebenen in den 1 mg/ml sowie 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogelen erzielt werden.  
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Abbildung 37: Lebend-/Tot-Färbung von HRA in 1 mg/ml und 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogelen. HRA wurden 
in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl Gelmatrix eingebettet. Anschließend folgte eine 
Kultivierung über 14 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in EGM-2. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. An Tag 1, 7 und 14 wurde eine Lebend-/Tot-Färbung mit Calcein-AM (grün) und PI (rot) 
durchgeführt. Mithilfe von inverser Konfokalmikroskopie konnten durch z-stack Messungen durchgeführt werden 
(n = 60, Abstand = 5 µm, h = 300 µm, Leica TCS SPE DMI4000B). 3D-Projektionen und Tiefenfärbung konnten 
mithilfe der Leica LasX-Software erstellt werden. Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

 

 

Abbildung 38: Viabilität der HRA in 1 mg/ml und 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogele über 14 Tage. HRA wurden in 
einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl Gelmatrix eingebettet und über einen Zeitraum von 
14 Tagen in EGM-2 kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7 und 14 erfolgte 
eine Visualisierung der nekrotischen und lebenden Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung mithilfe von 
Calcein-AM und PI. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurde die Viabilität visualisiert. Mithilfe von Fiji konnte 
der prozentuale Anteil nekrotischer und lebender Zellen in der Gelmatrix quantifiziert werden. Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 
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3.1.3.2 GelMA-Hydrogel 

Eine Alternative zum Kollagen I-Hydrogel ist das semi-synthetische Gelatine-basierte 

GelMA-Hydrogel. Im Vergleich zum Kollagen I-Hydrogel, besitzt das GelMA-Hydrogel stabilere 

Eigenschaften, eine bessere Löslichkeit, geringere Herstellungskosten sowie eine niedrigere 

Antigenität.65 Aufgrund der hohen Biokompatibilität und der biologischen und chemischen 

Modifizierbarkeit werden GelMA-Hydrogele zahlreich in der Literatur im Tissue Engineering 

vorgestellt.60,63,65 Durch Verwendung von Gelatine als Ausgangsstoff können Stützmatrizes mit 

zahlreichen RGD-Zelladhäsionsmotiven, MMP-Spaltsequenzen und EZM-ähnlichen 

Eigenschaften hergestellt werden.60,65  

3.1.3.2.1 Synthese und Charakterisierung des GelMA-Hydrogels 

Die GelMA-Synthese wurde nach Van Den Bulcke et al. durchgeführt.238 Die anschließende 

chemische Charakterisierung erfolgte durch M. Sc. A. Grimm (IFG, KIT) und 

M. Sc. S. Leopold (IFG, KIT) durch Durchführung eines TNBSA Assays, wobei der prozentuale 

Anteil modifizierter freier Aminogruppen ermittelt wurde.239 Das Prinzip der GelMA-Synthese 

beruht auf der chemischen Funktionalisierung der Gelatine mit Methacrylsäureanhydrid (MAA) 

zum Photopolymer GelMA. Hierbei werden die Lysin- sowie die Hydroxylysinseitenketten der 

Gelatine durch nucleophile Acylsubstitution mit MAA unter Abspaltung von Methacrylat als 

Abgangsgruppe, modifiziert (Abbildung 39).60,65,238 Eine Zugabe unterschiedlicher Mengen an 

MAA bestimmt dabei den Grad der Funktionalisierung der GelMA-Photopolymere. Diese 

beeinflussen zum einen die Steifigkeit und zum anderen den Vernetzungsgrad des 

GelMA-Hydrogels. Nach erfolgter Reaktion konnte durch eine Dialyse über 7 Tage überschüssiges 

nicht reagiertes MAA sowie das Abspaltprodukt Methacrylat durch Diffusion gegen destilliertes 

Wasser entfernt werden. Im Anschluss wurde durch Lyophilisation ein weißer, styroporartiger 

Feststoff erhalten, der bei -20 °C gelagert wurde. 

 

 

Abbildung 39: Funktionalisierung der Gelatine mit Methacrylsäureanhydrid (MAA) zum Photopolymer 
GelMA unter Abspaltung von Methacrylat als Abgangsgruppe. Nach Van Den Bulcke.238 

Unter Zugabe eines Photoinitiators, sowie Bestrahlung mit Licht von geeigneter Wellenlänge 

(320-500 nm), kann eine kovalente Vernetzung der GelMA-Photopolymere photochemisch in 

kurzer Zeit induziert werden. Ein Vorteil dieser kovalenten Bindung zwischen den modifizierten 
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Gelatinesträngen ist unter anderem die thermische Stabilität unter physiologischen 

Bedingungen.240 In dieser Arbeit wurde als Photoinitiator Lithium-Phenyl-(2,4,6-

trimethylbenzoyl)phosphinat (LAP) verwendet (Abbildung 40). LAP ist ein radikalischer 

Photoinitiator, der häufig zur Initiierung der Kettenpolymerisation mit GelMA-Hydrogelen 

verwendet wird.241,242 Zudem weist LAP eine gute Wasserlöslichkeit sowie, im Vergleich zu 

anderen Photoinitiatoren, eine geringere Zytotoxizität auf, was zur Einbettung von Zellen in eine 

Gelmatrix von Vorteil ist.241 

 

Abbildung 40: Strukturformel des Photoinitiators LAP. 

Die Vernetzung der modifizierten Gelatinestränge durch Reaktion der Methacrylat-Gruppen 

untereinander nach Initiation durch LAP ist in Abbildung 41 dargestellt.  

 

 

Abbildung 41: Vernetzung des GelMA-Hydrogelvorläufers zum GelMA-Hydrogel unter Bestrahlung von Licht 
und Zugabe eines Photoinitiators.  

Im Folgenden wurden drei GelMA-Hydrogele unterschiedlicher Vernetzungsdichte verwendet, 

welche als GelMA Low, Medium und High bezeichnet werden. Mithilfe einer rheologischen 

Untersuchung konnten für die GelMA-Hydrogele Low, Medium und High Speichermodule (G‘) von 

48 Pa, 325 Pa und 463 Pa bestimmt werden.243 Damit lagen die ermittelten Speichermodule (mit 

Ausnahme von GelMA Low) im Bereich der Steifigkeit von retinalem Gewebe (200-800 Pa).244 

3.1.3.2.2 Toxizität von LAP 

Neben den Vorteilen von LAP für die Zellkultur ist der Zerfall des Photoinitiators in freie, 

hochreaktive Radikale unter Lichteinwirkung, bezeichnet als Photolyse, von potentieller 

zytotoxischer und mutagener Wirkung.241 Um die Zytotoxizität des Photoinitiators LAP ohne 

sowie unter Lichteinwirkung zu beurteilen, wurde ein Toxizitätstest mithilfe eines MTT Assays 

durchgeführt. Der MTT-Assay ist eine kolorimetrische Methode zur Quantifizierung der 
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metabolischen Zellaktivität von lebenden Zellen. Dabei wird ähnlich wie im XTT Assay in 

Kapitel 3.1.2.3.2 das wasserlösliche gelbe Tetrazoliumsalz MTT (3-(4,5- Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-

diphenyltetrazoliumbromid) durch mitochondriale Dehydrogenasen zum unlöslichen violetten 

Formazan reduziert (Abbildung 42).224,245 Das unlösliche Formazan kann die Zellmembran nicht 

passieren und akkumuliert daher in der Zelle.245 Diese Reaktion findet ausschließlich in lebenden 

Zellen statt.245 Zur Quantifizierung der Zellviabilität wird die Absorption des unlöslichen 

Formazan photometrisch gemessen.246 Die erhaltenen Ergebnisse werden anschließend auf die 

Lebend- und Totkontrollen normiert, um den prozentualen Anteil der lebenden Zellen zu 

ermitteln.  

 

Abbildung 42: Reduktion des Tetrazoliumsalz MTT durch die Aktivität von mitochondrialen Dehydrogenasen 
zu Formazan. 

Zur Untersuchung der Toxizität von LAP wurden HRA mit sechs unterschiedlichen 

LAP-Konzentrationen von 0,01 %, 0,03 %, 0,05 %, 0,1 % 0,3 % und 0,5 % behandelt und für 72 h 

bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Wie zuvor erwähnt, zerfällt der Photoinitiator unter 

Lichtbestrahlung in potentiell zytotoxische Radikale. Daher wurden in einem separaten Versuch 

die mit LAP behandelten Zellen für 30 s mit einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 bestrahlt. Das 

Ergebnis der beiden Versuche ist in Abbildung 43 zusammengefasst. Es konnte gezeigt werden, 

dass die Viabilität der HRA durch Zunahme der LAP-Konzentration abnimmt. So konnten 

LD50-Werte von 0,046 % (bestrahlt) und 0,091 % (unbestrahlt) ermittelt werden. Wie bereits in der 

Literatur beschrieben, konnte zudem eine geringe Zunahme der Zytotoxität des Photoinitiators 

durch Bestrahlung mit Licht festgestellt werden.247 Die Resultate des Versuches zeigten, dass die 

LAP-Konzentration möglichst geringgehalten werden sollte. Zur Vernetzung der 

GelMA-Hydrogelvorläufer wird herkömmlich eine LAP-Konzentration von 0,3 % verwendet. Bei 

dieser Konzentration konnte unter Bestrahlung eine Viabilität von 22,7 % erzielt werden. Jedoch 

ist hier zu beachten, dass die durch Photolyse entstandenen freien kurzlebigen Radikale des LAP 

durch den Mediumwechsel aus der Gelmatrix abgetragen werden und damit in ihrer 

Konzentration verdünnt werden. Dadurch könnten geringere zytotoxische Effekte erzielt werden. 

Aus diesem Grund wurde für die nachfolgenden Versuche eine LAP-Konzentration von 0,3 % 

verwendet.  
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Abbildung 43: Toxizität des Photoinitiators LAP. 1×104 HRA wurden in Wells einer 96-Well-Platte in ihrem 
Spezialmedium AM ausgesät. Am Folgetag wurden die Zellen mit unterschiedlichen LAP-Konzentrationen für 
72 h behandelt. Die Behandlung erfolgte mit sowie ohne Bestrahlung für 30 s bei einer Leistungsdichte von 
500 mW/cm2 (Omnicure S2000, 320-500 nm). Die Viabilität wurde anschließend mithilfe eines MTT Assays 
quantifiziert. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 unabhängigen Proben ermittelt. 

3.1.3.2.3 Toxizität der Bestrahlung 

Um die Reaktion zur Vernetzung des GelMA-Hydrogels mithilfe von LAP zu initiieren, wird Licht 

der Wellenlänge 320-500 nm verwendet. Eine Bestrahlung dieser Wellenlänge kann in Zellen zu 

letalen DNA-Schäden, zur Bildung von ROS sowie zu Mutationen der DNA führen und damit eine 

verringerte Viabilität der Zellen induzieren.248 Zur Untersuchung möglicher zytotoxischer 

Einwirkungen der kurzwelligen Strahlung, wurde im Folgenden die Toxizität mithilfe eines 

MTT Assays untersucht. Hierfür wurden HRA in lichtundurchlässige 96-Well-Platten ausgesät, 

um eine unerwünschte Streuung des Lichts in angrenzende Wells zu verhindern. Anschließend 

wurden unterschiedliche Bestrahlungszeiten von 10 s, 30 s und 60 s in Kombination mit den 

Leistungsdichten 500 mW/cm2, 1000 mW/cm2 und 5000 mW/cm2 getestet. Dabei wurde überprüft, 

ob eine kürzere Bestrahlungszeit bei höherer Leistungsdichte eine geringere Toxizität aufweist. 

Anschließend folgte eine Kultivierung für 72 h bei 5 % CO2 und 37 °C. Die erhaltenen 

Viabilitätswerte des MTT Assays sind in Abbildung 44 dargestellt. Es konnte kein signifikanter 

Unterschied zwischen den verschiedenen Bestrahlungszeiten sowie der Leistungsdichte detektiert 

werden. Somit lag die Viabilität stets zwischen 95,90 % und 97,17 %, sodass kein LD50-Wert 

ermittelt werden konnte. Hierbei ist zu beachten, dass der MTT Assay lediglich die Viabilität der 

Zellen untersucht, und damit keine Informationen bezüglich potentiellen, nicht-letalen 

DNA-Schäden oder Mutationen liefern kann. Daher sollte die Leistungsdichte sowie 

Bestrahlungsdauer möglichst geringgehalten werden. Aus diesem Grund wurde die 

Leistungsdichte 500 mW/cm2 und die Bestrahlungszeit 30 s für nachfolgende Versuche gewählt.  
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Abbildung 44: Toxizität der Bestrahlung. Für den Toxizitätstest wurden 1×104 HRA in lichtundurchlässige Wells 
einer 96-Well-Platte in ihrem Spezialmedium AM ausgesät. Nach 24 h folgte eine Bestrahlung (320-500 nm, 
Omnicure S2000) mit unterschiedlichen Leistungsdichten in Korrelation mit verschiedenen Bestrahlungszeiten. 
Nach 72 h wurde die Viabilität der Zellen mithilfe des MTT Assays quantifiziert. Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

3.1.3.2.4 Kultivierung von HRA in GelMA 

Nachdem eine geeignete LAP-Konzentration sowie Leistungsdichte und Bestrahlungszeit ermittelt 

werden konnten, wurden HRA in das GelMA-Hydrogel eingebracht. Hierfür wurden die drei 

unterschiedlichen Vernetzungsgrade von GelMA Low, Medium und High in einer Konzentration 

von 5 % verwendet. Bereits in der Literatur konnten Celikkin et al. zeigen, dass eine 

Polymer-Konzentration von 5 % für Geweberekonstruktionen geeignet ist.249 Zur Einbettung der 

HRA im Gel wurden Zellen einer Konzentration von 2,5×106 Zellen/ml in der entsprechenden 

Gelmatrix eingeschlossen. Eine Vernetzung des GelMA-Hydrogels wurde durch 0,3 % LAP 

initiiert und für 30 s bei 500 mW/cm2 auspolymerisiert. Das Zeitintervall zur Vernetzung mit 30 s 

ist im Vergleich zum Kollagen I-Hydrogel mit 30 min wesentlich kürzer. Durch eine kürzere 

Vernetzungszeit wird das Absinken der Zellen verhindert, sodass eine gleichmäßigere Verteilung 

der Zellen im Hydrogel sichergestellt wird. Nach erfolgter Vernetzung der GelMA-Hydrogele 

wurden diese mit EGM-2 überschichtet und bei 37 °C und 5 % CO2 über 14 Tage kultiviert. Um die 

Viabilität, zelluläre Ausrichtung und Netzwerkbildung der eingeschlossenen HRA zu beurteilen, 

wurde an Tag 1, 7 und 14 eine Lebend-/Tot-Färbung durchgeführt. Durch fluoreszente 

Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen in einer Höhe von 300 µm durchgeführt. Das 

Ergebnis ist in Abbildung 45 aufgeführt. Um die Viabilität der eingebetteten HRA zu 

quantifizieren, wurde zusätzlich der prozentuale Anteil lebender und nekrotischer Zellen mithilfe 

von Fiji quantifiziert (Abbildung 46).  
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Abbildung 45: Lebend-/Tot-Färbung von HRA im GelMA-Hydrogel. HRA wurden in einer Zellkonzentration 
von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl der Gelmatrix eingebettet. Als Gelmatrix wurden GelMA-Hydrogele der 
Vernetzungsgrade Low, Medium und High verwendet. Die kovalente Vernetzung wurde durch Zugabe von 
0,3 % LAP und einer Bestrahlungsdauer von 30 s bei 500 mW/cm2 induziert (Omnicure S2000, 320-500 nm). Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7 und 14 konnte die Viabilität der Zellen mithilfe 
einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein AM (grün) und PI (rot) untersucht werden. Durch 
inverse Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 60, Abstand = 5 µm, h = 300 µm, 
Leica TCS SPE DMI4000B). Mit der Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie eine 
Tiefenfärbung erstellt werden. Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

Über den Zeitraum von Tag 1 bis einschließlich Tag 14 konnte eine hohe Viabilität zwischen 

83,54 % und 99,09 % erzielt werden. Demzufolge konnte gezeigt werden, dass eine 

LAP-Konzentration von 0,3 % keinen signifikanten Einfluss auf die Viabilität der HRA ausübt. 

Damit wurde die Hypothese aus Kapitel 3.1.3.2.2, dass die in den Vorversuchen bestimmte 

Toxizität durch den Mediumwechsel erheblich verringert wird, bestätigt. Darüber hinaus konnte 

in GelMA Low ähnlich wie bei den Kollagen I-Hydrogelen eine Degradierung der Gelmatrix ab 

Tag 7 detektiert werden. Anhand der Tiefenfärbung wurde nach 14 Tagen nur noch eine planare 

Zellschicht festgestellt. Aufgrund des starken Degradationsverhaltens von GelMA Low ist dieses 

Hydrogel als Stützmatrix zur Kultivierung der HRA nicht geeignet. Im Vergleich dazu konnte bei 

GelMA Medium und High keine Degradierung der Hydrogele festgestellt werden. Somit blieb das 

Volumen der Gelmatrix in diesen beiden GelMA-Hydrogelen über 14 Tage konstant.  
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Abbildung 46: Viabilität der HRA in GelMA-Hydrogelen über einen Zeitraum von 14 Tagen. HRA der 
Konzentration 2,5×106 Zellen/ml wurden in 200 µl Gelmatrix eingebettet. Als Gelmatrix wurden GelMA-Hydrogele 
der Vernetzungsgrade Low, Medium und High verwendet. Durch Zugabe von 0,3 % LAP und einer Bestrahlung von 
30 s bei 500 mW/cm2 wurde eine kovalente Vernetzung der Hydrogele induziert. Ein Mediumwechsel wurde alle 
2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7 und 14 erfolgte zur Beurteilung der Viabilität eine Lebend-/Tot-Färbung 
unter Verwendung von Calcein AM und PI. Durch konfokale Fluoreszenzmikroskopie wurde die Färbung 
visualisiert und mithilfe von Fiji der prozentuale Anteil der nekrotischen und lebenden Zellen quantifiziert.  

3.1.3.3 Kapitelzusammenfassung Hydrogele als EZM-imitierende Stützmatrix 

Im Vergleich zum Kollagen I-Hydrogel konnte trotz hoher Viabilität und stabiler Stützmatrix keine 

zelluläre Ausrichtung sowie Netzwerkbildung in den GelMA-Hydrogelen Medium und High 
erzielt werden. Auch durch Einbringung von Kollagen I-Konzentrationen von 0,5 mg/ml und 

1 mg/ml in die Gelmatrix des 5%igen GelMA Medium (Abbildung 135 Anhang) wurde keine 

zelluläre Ausrichtung der HRA beobachtet. Damit konnte gezeigt werden, dass eine 

Polymer-Konzentration von 5 % zur Ausrichtung und Netzwerkbildung der HRA in den 

GelMA-Hydrogelen Medium und High trotz hoher Viabilität nicht geeignet ist. Zukünftig könnten 

geringere Polymer-Konzentrationen von GelMA Medium und High getestet werden. Des Weiteren 

könnte durch Zugabe weiterer EZM-Matrixproteine der Anteil an essentiellen 

RGD-Zelladhäsionsmotiven erhöht werden, um eine zelluläre Ausrichtung der Zellen im 

GelMA-Hydrogel zu begünstigen.  

3.1.4 Modellierung der diabetischen Retinopathie 

Die diabetische Retinopathie ist eine der Hauptursachen für starke Sehbeeinträchtigungen bis hin 

zur Erblindung bei Menschen der westlichen Zivilisation und ist bis heute nicht heilbar.102,113,151 

Wie in Kapitel 1.3.2 beschrieben, wird die diabetische Retinopathie durch die Hyperglykämie in 

Diabetes mellitus hervorgerufen. Diese führt zu einem Verlust der Barrierefunktion der iBRB, zu 

Mikroaneurysmen sowie zur Neovaskularisation durch den Kapillarverschluss. Darüber hinaus 

induziert die Hyperglykämie den Ausfall der Perizyten, was mit einer Degeneration der retinalen 
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Blutkapillaren korreliert.250,251 Im letzten Schritt wurde das in Kapitel 3.1.2.3 im vasQchip etablierte 

iBRB-Modell inklusive Astrozyten und Perizyten gezielt so verändert, dass es das Krankheitsbild 

einer diabetischen Retinopathie abbildet. Im Rahmen dieser Arbeit lag der Fokus zur Modellierung 

dieser degenerativen Erkrankung auf dem durch Hyperglykämie verursachtem Funktionsverlust 

der Barriere in den retinalen Endothelzellen. Um in vitro hyperglykämische Bedingungen zu 

schaffen, wurden die Zellen des etablierten Kokultur-Modells mit einer hohen Konzentration an 

D-(+)-Glucose (hyperglykämisch) behandelt. Anschließend wurde die Barriereintegrität der 

HRMVEC mithilfe von Genexpressionsanalysen und Permeabilitätsmessungen analysiert. Im 

letzten Schritt konnte durch Zugabe eines potentiellen Wirkstoffes die Wiederherstellung der 

Barrierefunktion in HRMVEC untersucht werden.  

3.1.4.1 Toxizität von D-(+)-Glucose 

Bevor der Einfluss der Hyperglykämie auf die Barrierefunktion des iBRB-Modells untersucht 

werden konnte, wurde zunächst die Toxizität von D-(+)-Glucose (Abbildung 47) auf HRMVEC, 

HRA sowie HBVP überprüft. Dabei war es wichtig, die Viabilität der HRMVEC trotz hoher 

Glucose-Konzentration sicherzustellen, um einen Verlust der Barrierefunktion durch ein 

Absterben der Zellen auszuschließen.  

 

Abbildung 47: Strukturformel von D-(+)-Glucose. 

Um die Toxizität unterschiedlicher D-(+)-Glucose-Konzentrationen zu untersuchen wurde ein 

MTT Assay durchgeführt. Hierfür wurden HBVP, HRA und HRMVEC mit physiologischen sowie 

hyperglykämischen Glucose-Konzentrationen von 2,5 mM bis einschließlich 30 mM behandelt. Es 

folgte eine Inkubation für 72 h bei 5 % CO2 und 37 °C. Anschließend wurde die Viabilität ermittelt 

und auf die Lebend- und Tot-Kontrollen normiert. Das Ergebnis ist in Abbildung 48 aufgeführt. 

Dabei konnte stets eine hohe Viabilität der HRMVEC mit 91,12 % bis 133,47 % sowie der HRA von 

84,54 % bis 107,73 % detektiert werden. Somit konnte ein LD50-Wert > 30 µM ermittelt werden. 

In vivo kann eine Korrelation der Hyperglykämie mit einem Verlust der Perizyten beobachtet 

werden.115 Jedoch konnten Tarallo et al. zeigen, dass eine in vitro Kultivierung von Perizyten unter 

hyperglykämischen Bedingungen ohne den Einfluss anderer retinaler Zelltypen keinen 

apoptotischen Effekt zeigte.252 Dies konnte anhand der Ergebnisse in diesem Versuch bestätigt 

werden. So konnte für HBVP trotz hyperglykämischer Konzentration (30 mM) eine Viabilität von 

72,63 % erzielt werden. 

Zusammenfassend konnte eine hohe Viabilität der Zelltypen HRMVEC, HRA sowie HBVP im 

Toxizitätstest festgestellt werden. Da in der Literatur häufig 30 mM D-(+)-Glucose zur 
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Modellierung der Hyperglykämie Verwendung findet, wurde diese Konzentration für zukünftige 

Experimente eingesetzt.185,253,254 

 

 

Abbildung 48: Toxizität von D-(+)-Glucose. Für den Toxizitätstest wurden 1×104 HRMVEC, HBVP und HRA in 
Wells einer 96-Well-Platte in ihren jeweiligen Spezialmedien EGM-2, PM, AM ausgesät. Am nächsten Tag erfolgte 
eine Behandlung mit unterschiedlichen D-(+)-Glucose-Konzentrationen. Nach 72 h wurde die Viabilität der Zellen 
mit einem MTT Assay quantifiziert. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

3.1.4.2 Hyperglykämie im Transwell 

Um die diabetische Retinopathie durch eine Hyperglykämie naturgetreu zu modellieren, ist die 

Verwendung eines iBRB-Gesamtmodells inklusive Astrozyten und Perizyten essentiell. So ist 

bekannt, dass Perizyten und Astrozyten neben der Aufrechterhaltung der Barrierefunktion in den 

retinalen Endothelzellen auch zur Pathogenese der diabetischen Retinopathie und damit zum 

Funktionsverlust der Barriere beitragen können. In vivo verursacht die Hyperglykämie eine 

Aktivierung der Astrozyten, wodurch inflammatorische Prozesse sowie eine Sekretion 

pro-angiogener Wachstumsfaktoren eingeleitet werden. Dies resultiert in erhöhtem oxidativen 

Stress, sowie einer Sekretion von VEGF (Vascular endothelial growth factor), wodurch die 

Permeabilität der iBRB erhöht wird.4,118 Auch der Verlust von Perizyten in der diabetischen 

Retinopathie resultiert in vivo in einer vaskulären Aberration, wodurch die Barriereintegrität von 

retinalen Endothelzellen negativ beeinflusst wird.114  

Zur Untersuchung der Barrierefunktion des iBRB-Modells inklusive HBVP und HRA unter 

hyperglykämischen Bedingungen wurde zunächst eine Modellierung in statischer Kultivierung 

bevorzugt. Hierfür wurde das etablierte iBRB-Modell im Transwell-System verwendet.  

3.1.4.2.1 Expression Barriere-spezifischer Marker  

Im Folgenden wurde der Einfluss der Hyperglykämie auf die Barrierefunktion des iBRB-Modells 

mithilfe einer Genexpression untersucht. Hierfür wurde das iBRB-Modell inklusive HRMVEC, 

HBVP und HRA, wie in Kapitel 3.1.2.2 beschrieben, im Transwell-System vorbereitet. 

Anschließend konnte eine Behandlung mit 30 mM D-(+)-Glucose apikal in EGM-2 erfolgen. Die 
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Behandlungsdauer betrug 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C. Zur Kontrolle wurden unbehandelte 

Kokultur-Modelle verwendet. Anschließend wurde die Genexpression der Tight Junction- und 

Adherens Junction-Proteine ZO-1, Occludin und VE-Cadherin sowie des Junction-assoziierten 

Proteins CD31 mithilfe einer RT-qPCR untersucht. Die Expression in Relation zur unbehandelten 

Kontrolle ist in Abbildung 49 aufgeführt. Hierbei konnte eine Abnahme der Expression der 

Barriere-Proteine beobachtet werden. So wurde für CD31 eine 0,56-fache, für ZO-1 eine 0,47-fache, 

für Occludin eine 0,61-fache und für VE-Cadherin eine 0,73-fache Expression detektiert. Ähnliche 

Resultate erzielte Rochfort et al. bei einer Kultivierung von HRMVEC unter hyperglykämischen 

statischen Bedingungen. Dabei konnte bereits nach 72 h eine Abnahme der Expression von über 

50 % der Tight Junction-Proteine Occludin, ZO-1 und VE-Cadherin ermittelt werden. Auch 

Leal et al. konnten in Diabetes-Mäusen eine näherungsweise erniedrigte Expression von 81,1 % 

sowie 74 % von Occludin und ZO-1 feststellen.255 Verglichen mit den Resultaten dieses Versuches 

konnten die in der Literatur beschriebenen Effekte der erhöhten Glucose-Konzentration auf die 

Integrität der Barriere bestätigt werden. 

 

 

Abbildung 49: Relative mRNA-Expression spezifischer Proteine in HRMVEC bei einer Kokultivierung mit 
HBVP und HRA unter hyperglykämischen Bedingungen im Transwell-System. 3×104 HBVP wurden auf die mit 
0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete PC-Membran im basalen Kompartiment des Transwells besiedelt. Am nächsten 
Tag erfolgte die Einbringung von 3×104 HRA nach demselben Prinzip auf die Perizytenzellschicht. 24 h später 
wurden 3×104 HRMVEC in das mit 1 mg/ml beschichtete apikale Kompartiment ausgesät. Daraufhin wurde die 
Kokultur mit 30 mM D-(+)-Glucose behandelt. Anschließend wurde die Kokultur für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C 
in EGM-2 statisch kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Zur Kontrolle wurden 
unbehandelte Kokultur-Modelle im Transwell-System analysiert. Nach erfolgter Behandlung wurde die RNA der 
HRMVEC isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe der farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression essentieller 
Barriere-Proteine quantifiziert. Die erhaltenen Resultate wurden mit der DDCt-Methode auf die Kontrolle normiert 
(= 1). Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 
ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

3.1.4.2.2 Permeabilitätstest  

Neben der Expression wichtiger Barriere-Marker unter hyperglykämischen Bedingungen wurde 

ein Permeabilitätstest im Transwell-System durchgeführt. Der Permeabilitätstest ist eine häufig 
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verwendete Methode zur Untersuchung der Dichtigkeit einer Zellschicht, insbesondere von 

Endothelzellen. Hierfür wird die parazelluläre Diffusion eines fluoreszierenden Moleküls durch 

eine Endothelzellschicht über einen ausgewählten Zeitraum untersucht. Permeabilitätstests 

werden überwiegend in Transwell-Systemen durchgeführt. Dabei erfolgt eine apikale Zugabe des 

fluoreszierenden Moleküls. Anschließend kann die parazelluläre Diffusion des Moleküls durch 

das Endothel nach festgelegter Zeit durch eine Probenentnahme im basalen Kompartiment 

untersucht werden. Die Fluoreszenzmessung der diffundierten Moleküle im basalen 

Kompartiment ermöglicht die Ermittlung des Permeabilitätskoeffizienten Papp in Abhängigkeit der 

Diffusionsoberfläche A und der Anfangskonzentration DC mit folgender Formel (siehe 

Gleichung (1)).256,257 
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Papp:   Permeabilitätskoeffizient [cm/s] 

dQ/dt:   transportierte Masse pro Zeit [µg/s] 

A:   Diffusionsoberfläche [cm2] 

∆C:   Anfangskonzentration [µg/ml] 

 

Dabei ist zu beachten, dass eine Diffusion des Moleküls sowohl durch das konfluente Endothel als 

auch durch die beschichtete semipermeable Membran des Transwell-Systems stattfindet. Somit 

kann die Membran neben dem Endothel als Barriere zur Diffusion des Moleküls agieren. Um den 

Permeabilitätskoeffizienten unabhängig vom Membraneinfluss bestimmen zu können, erfolgte die 

Berechnung nach Gleichung (2).76  
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Für die Wahl des fluoreszierenden Moleküls ist es wichtig, dass dieses zum einen nicht in die 

Zellen penetriert und zum anderen nicht als Substrat spezifischer Transporter oder Rezeptoren 

fungiert.258 In der Literatur wird das 450 Da schwere Lucifer Yellow (LY) häufig als 

Dichtigkeitsmarker in Permeabilitätsuntersuchungen insbesondere im Transwell-System 

verwendet.259,260 LY ist ein hydrophiles fluoreszierendes Molekül und besitzt parazelluläre 

Diffusionseigenschaften (Abbildung 50).259 Im Vergleich zu anderen kommerziell erwerblichen 

fluoreszierenden Dichtigkeitsmarkern weist LY eine Stokes-Verschiebung von 108 nm auf.259 

Dadurch wird eine ausreichende spektrale Trennung erzielt, wodurch eine Messung der 

Fluoreszenz ohne Überlagerungen der Anregungs- sowie der Emissionswellenlänge gewährleistet 

wird. 
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Abbildung 50: Strukturformel von Lucifer Yellow.  

Zur Untersuchung der Permeabilität unter Einfluss von D-(+)-Glucose wurde das iBRB-Modell 

bestehend aus HRMVEC, HRA und HBVP, wie in Kapitel 3.1.2.2 beschrieben, im Transwell-System 

vorbereitet. Danach erfolgte eine apikale Zugabe von 30 mM D-(+)-Glucose. Die 

Behandlungsdauer betrug 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C. Zur Kontrolle wurden unbehandelte 

Kokultur-Modelle eingesetzt. Zusätzlich wurde zur Bestimmung von Papp unabhängig vom 

Membraneinfluss, der Papp der beschichteten Membranen ermittelt. Hierfür wurden 

Transwell-Systeme apikal mit 1 mg/ml Fibronektin und basal mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. 

Danach folgte eine Kultivierung ohne Zugabe (unbehandelt) und mit Zugabe von 

30 mM D-(+)-Glucose (behandelt) bei 5 % CO2 und 37 °C. Nach 7 Tagen konnte der 

Permeabilitätstest mit LY in den behandelten und unbehandelten Kokultur-Modellen sowie den 

beschichteten Transwell-Systemen zur Bestimmung des Papp durchgeführt werden. Hierfür 

erfolgte eine apikale Zugabe von LY und eine Inkubation von 1 h. Im Anschluss wurde die 

Konzentration im apikalen sowie im basalen Kompartiment von LY durch die Messung der 

Fluoreszenz bestimmt. Infolgedessen konnte der Permeabilitätskoeffizient unabhängig vom 

Membraneinfluss ermittelt werden. Die Permeabilitätskoeffizienten der beschichteten Membranen 

sowie der iBRB-Modelle sind in Abbildung 51 aufgeführt. Zusätzlich wurde die Mass Recovery 

(auch als Mass Balance bezeichnet) von LY errechnet. Die Mass Recovery gibt die 

Massenfindungswerte des Diffusionsmoleküls an und ist als Summe der ermittelten LY-Werte im 

apikalen sowie im basalen Kompartiment in Relation zur Angangskonzentration DC definiert.261 

Für eine signifikante Approximation von Papp sollte die Mass Recovery von LY dementsprechend 

hoch sein und mindestens 80 % erzielen.261 In diesem Versuch wurde eine Mass Recovery der 

beschichteten PC-Membranen sowie der iBRB-Modelle zwischen 91,18 % und 99,14 % bestimmt 

(Abbildung 51). Damit konnte eine akzeptable Approximation der ermittelten 

Permeabilitätskoeffizienten bestätigt werden. Die beschichteten PC-Membranen in den 

Transwell-Systemen erzielten Permeabilitätskoeffizienten von 4,19×10-5 cm/s (behandelt mit 

30 mM D-(+)-Glucose) und 4,46×10-5 cm/s (unbehandelt mit 0 mM D-(+)-Glucose). Im 

Kokultur-Modell konnte durch eine Behandlung mit 30 mM D-(+)-Glucose ein 

Permeabilitätskoeffizient von 3,72×10-5 cm/s erzielt werden. Dagegen wurde im unbehandelten 

Kokultur-Modell mit 2,0×10-5 cm/s ein niedrigerer Permeabilitätskoeffizient und damit eine 

geringere Diffusion von LY ermittelt. Damit konnte eine 1,86-fach höhere Permeabilität des 
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iBRB-Modells unter hyperglykämischen Bedingungen bestimmt werden. Auch in der Literatur 

konnten in statischen Permeabilitätsstudien in iBRB-Modellen Werte im Bereich von 10-6-10-5 erzielt 

werden.150 Ein direkter Vergleich zur Literatur ist jedoch aufgrund der unterschiedlichen 

iBRB-Modelle, der Porengrößen in den Transwell-Systemen sowie verschiedener 

Diffusionsmoleküle limitiert. Dennoch konnten in zahlreichen in vitro Permeabilitätsstudien eine 

erhöhte Permeabilität durch Behandlung mit einer hyperglykämischen Glucose-Konzentration 

festgestellt werden. So konnten Chronopoulos et al. unter hyperglykämischen Bedingungen eine 

1,34-fach erhöhte Permeabilität in retinalen Endothelzellen aus der Ratte ermitteln.253 Ferner 

erzielten Tien et al. in einem ähnlichen Versuch eine 2-fach erhöhte Diffusion.262 Vier Jahre später 

konnten Yun et al. eine ca. 1,2-fache Permeabilität unter Einfluss von Glucose in 

Kokultur-Modellen aus HRMVEC, Astrozyten, Perizyten und Mikroglia im Transwell-System 

detektieren.263 Somit stimmen die erzielten Resultate mit der Literatur überein und bekräftigen 

damit die Aussage des Versuches. 

 

 

Abbildung 51: Einfluss der Hyperglykämie auf die Permeabilität der iBRB im Transwell-System. Zur 
Besiedlung des basalen Kompartiments des Transwells wurden 3×104 HBVP auf die mit 0,6 mg/ml Kollagen I 
beschichtete PC-Membran ausgesät. Am Folgetag wurden 3×104 HRA auf die ausgebildete Perizytenzellschicht 
besiedelt. 24 h später erfolgte die Einbringung von 3×104 HRMVEC in das mit 1 mg/ml beschichtete apikale 
Kompartiment. Im Anschluss konnte die Kokultur mit 30 mM D-(+)-Glucose behandelt werden. Es folgte eine 
Kultivierung für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in EGM-2. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. Als Kontrolle wurden unbehandelte Kokultur-Modelle im Transwell-System verwendet. Zur 
Untersuchung der Permeabilität der iBRB-Modelle wurde LY apikal in das Transwell-System appliziert. Nach einer 
Inkubation von 1 h konnte anhand einer Fluoreszenzmessung die Konzentration von LY im apikalen und basalen 
Kompartiment bestimmt werden. Daraufhin wurde der Permeabilitätskoeffizient der beschichteten 
PC-Membranen und der iBRB-Modelle ermittelt. Zusätzlich wurde die Mass recovery von LY errechnet, um eine 
akzeptable Approximation der Papp-Werte sicherzustellen (> 80 %). Mittelwerte und Standardabweichungen 
wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede der Papp-Werte wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und 
***p < 0,001 gekennzeichnet. 

Bei einem Permeabilitätstest ist ein konfluentes lückenloses Endothel zur Signifikanz der Aussage 

der Untersuchung maßgeblich. Daher wurde nach erfolgter Permeabilitätsuntersuchung eine 

Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Zur Überprüfung der Konfluenz der HRMVEC wurde 

der Marker CD31 analysiert. Daneben wurde zur Visualisierung der HBVP α-SMA und zur 
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Detektion von HRA FABP7 verwendet. Die Immunfluoreszenzfärbung ist in Abbildung 52 

dargestellt. Es konnte gezeigt werden, dass sowohl das behandelte als auch das unbehandelte 

iBRB-Modell ein konfluentes Endothel aufweisen. Des Weiteren konnten HBVP und HRA in den 

iBRB-Modellen nachgewiesen werden. Damit wurde das iBRB-Modell auf seine Vollständigkeit 

der drei Zelltypen sowie der Funktionsfähigkeit durch ein konfluentes Endothel bestätigt.  

 

 

Abbildung 52: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker von HRMVEC, HBVP und HRA im 
Transwell-System. 3×104 HBVP wurden auf die mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete PC-Membran im basalen 
Kompartiment des Transwells eingebracht. Daraufhin konnten 3×104 HRA auf die ausgebildete Perizytenzellschicht 
ausgesät werden. Am Folgetag wurden 3×104 HRMVEC in das mit 1 mg/ml Fibronektin beschichtete apikale 
Kompartiment besiedelt. Anschließend wurden die Kokultur-Modelle apikal mit 30 mM D-(+)-Glucose behandelt. 
Es folgte eine Kultivierung für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in EGM-2. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. Zur Kontrolle wurden unbehandelte Kokultur-Modelle verwendet. Nach erfolgtem 
Permeabilitätsversuch wurden die Zellen im Transwell-System fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen 
Bindungsstellen blockiert und immunhistochemisch gefärbt (ZEISS LSM 800). (A) zeigt das unbehandelte und 
(B) das mit 30 mM D-(+)-Glucose behandelte Kokultur-Modell. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von FABP7. Der Maßstabsbalken entspricht 25 µm.  

3.1.4.2.3 Kapitelzusammenfassung Hyperglykämie im Transwell 

Die erzielten Resultate der Genexpressionanalyse sowie der Permeabilitätsmessung stimmten 

überein. Somit konnte durch beide Untersuchungen eine verringerte Barrierefunktion des 

iBRB-Modells im Transwell-System unter hyperglykämischen Bedingungen nachgewiesen 

werden. Dies lässt vermuten, dass die erniedrigte Expression essentieller Tight Junction- und 

Adherens Junction-Proteine zwischen benachbarten Endothelzellen eine höhere parazelluläre 

Diffusion von Molekülen erlaubt. Dies resultiert in einer erhöhten Permeabilität des etablierten 

iBRB-Modells und damit schlussendlich in einem Ausfall der Barrierefunktion. Folglich konnten 

die hyperglykämischen Bedingungen einer diabetischen Retinopathie erfolgreich im statischen 

Kokultur-Modell modelliert werden.  
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3.1.4.3 Hyperglykämie im vasQchip und Behandlung mit COMP-Ang1 

Als nächstes wurde untersucht, ob sich der Effekt der Hyperglykämie, in Form einer verringerten 

Barrierefunktion ebenso auf das fluidische iBRB-Modell im vasQchip übertragen lässt. Zusätzlich 

wurde überprüft, ob durch Zugabe des potentiellen therapeutischen Wirkstoffes COMP-Ang1 eine 

Wiederherstellung der Barriereintegrität im behandelten iBRB-Modell erzielt werden kann. 

COMP-Ang1 repräsentiert eine stabile lösliche Variante des Wachstumsfaktors Ang1 und wurde 

von Cho et al. im Jahr 2004 erstmals vorgestellt.264 COMP-Ang1 entsteht durch Fusion einer 

N-terminalen Coiled-coil-Domäne des COMP (Cartilage oligomeric matrix protein) aus der Ratte und 

der C-terminalen Fibrinogen-Domäne des menschlichen Angiopoietins-1 (Ang1) 

(Abbildung 53).185,264,265 Der Wachstumsfaktor Ang1 wird in vivo hauptsächlich von perivaskulären 

mesenchymalen Zellen, darunter Perizyten, exprimiert und interagiert mit dem zugehörigen 

Tyrosinkinase-Rezeptor Tie-2 in Endothelzellen.113 Ang1 reduziert die vaskuläre Permeabilität von 

endothelialen Barrieren, stabilisiert Blutgefäße durch Rekrutierung von Perizyten und stellt die 

Viabilität und korrekte Anordnung von Endothelzellen sicher.113,114 Bereits in verschiedenen 

in vitro und in vivo Modellen konnte das therapeutische Potential von COMP-Ang1 zur 

Behandlung der diabetischen Retinopathie verdeutlicht werden.185,265 

Für diesen Versuch wurden die iBRB-Modelle aus HRMVEC, HBVP und HRA, wie in 

Kapitel 3.1.2.3 beschrieben, im vasQchip vorbereitet und fluidisch kultiviert. Dabei wurden die 

Kokultur-Modelle mit 30 mM D-(+)-Glucose über den Mikrokanal behandelt. In einem separaten 

Ansatz wurde eine simultane Behandlung mit 30 mM D-(+)-Glucose und 200 ng/ml COMP-Ang1 

durchgeführt (Abbildung 53). Die Behandlung erfolgte über 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C. Zur 

Kontrolle wurden unbehandelte iBRB-Modelle inklusive HBVP und HRA verwendet.  

 

 

Abbildung 53: Schematische Darstellung der Behandlung der iBRB-Modelle im vasQchip mit 
30 mM D-(+)-Glucose und 200 ng/ml COMP-Ang1. Die Zugabe der beiden Komponenten erfolgte ausschließlich 
über den Mikrokanal des vasQchips. 

Nach einer einwöchigen fluidischen Kultivierung wurde die Genexpression verschiedener 

Barriere-relevanter Proteine ermittelt. Das Ergebnis der auf die Kontrolle normierten Expression 

ist in Abbildung 54 dargestellt.  
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Abbildung 54: Relative mRNA-Expression essentieller Barriere-Marker unter hyperglykämischen Bedingungen 
und Behandlung mit COMP-Ang1 im vasQchip. Zur Besiedlung des umgebenden Kompartiments wurden 
9,5×105 HBVP auf die mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete PC-Membran in EGM-2 ausgesät. Am nächsten Tag 
erfolgte die Einbringung von 9,5×105 HRA auf die ausgebildete Perizytenzellschicht. Am dritten Tag wurden 
1×105 HRMVEC in den mit 1 mg/ml Fibronektin beschichteten Mikrokanal besiedelt. Nach einer einstündigen 
Rotation im vasQturn wurde das Kokultur-Modell bei einer Flussrate von 100 µl/min fluidisch über 7 Tage 
kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Dabei erfolgte eine Behandlung der Kokultur 
mit 30 mM D-(+)-Glucose sowie eine simultane Behandlung mit 30 mM D-(+)-Glucose und 200 ng/ml COMP-Ang1. 
Zur Kontrolle wurden unbehandelte Kokultur-Modelle im vasQchip verwendet. Nach abgeschlossener 
Behandlung wurde die RNA der HRMVEC isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe der RT-qPCR die 
Expression von CD31, ZO-1, Occludin und VE-Cadherin untersucht. Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. 
Die erhaltenen Ergebnisse wurden mit der DDCt-Methode auf die unbehandelte Kontrolle normiert (= 1). 
Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden 
mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

Es konnte gezeigt werden, dass eine Behandlung des fluidischen iBRB-Modells im vasQchip mit 

30 mM D-(+)-Glucose eine Abnahme der Expression Barriere-relevanter Proteine induzierte. So 

wurde für CD31 eine 0,53-fach, für ZO-1 eine 0,62-fach, für Occludin eine 0,53-fach und für 

VE-Cadherin eine 0,56-fach verminderte Expression bestimmt. Ähnliche Resultate konnten zuvor 

im statischen Kokultur-Modell im Transwell-System in Kapitel 3.1.4.2.1 erzielt werden. 

Infolgedessen wurden die in der Literatur beschriebenen Effekte der Hyperglykämie auch im 

fluidischen iBRB-Modell im vasQchip bestätigt. Währenddessen erzielte eine simultane 

Behandlung mit D-(+)-Glucose und COMP-Ang1 im Vergleich zur Behandlung ausschließlich mit 

D-(+)-Glucose eine höhere Expression von ZO-1, Occludin und VE-Cadherin. Dabei konnte für 

ZO-1 eine 0,96-fache, für Occludin eine 0,90-fache und für VE-Cadherin eine 0,83-fache Expression 

ermittelt werden. Lediglich für CD31 (0,35 ± 0,06) wurde durch Zugabe von COMP-1 eine 

verminderte Expression beobachtet. Dennoch konnte die Behandlung mit COMP-1 die Expression 

von drei der ausgewählten Marker unter hyperglykämischen Bedingungen steigern. Auch 

Rochfort et al. konnten in einem statischen iBRB-Modell durch Zugabe von COMP-1 eine 

vergleichsweise höhere Expression von Occludin, VE-Cadherin und ZO-1 trotz Behandlung mit 

30 mM D-Glucose erzielen.185 Ähnliche Effekte wurden in vivo von Cahoon et al. in 

Diabetes-Mäusen beobachtet.266 Dabei konnte durch eine intravitreale Injektion von COMP-Ang1 
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die pathologischen Merkmale der frühen diabetischen Retinopathie vaskulär rehabilitiert werden. 

So wurde durch die Behandlung mit COMP-Ang1 die vaskuläre Permeabilität der Blutgefäße 

wiederhergestellt.266 Daneben konnte durch COMP-Ang1 der Kapillarverlust, die neuroretinale 

Prädisposition und der Sehverlust verhindert werden.266,267  

3.1.4.3.1 Kapitelzusammenfassung Hyperglykämie im vasQchip und Behandlung mit 
COMP-Ang1 

Es konnte gezeigt werden, dass die Behandlung des iBRB-Modells im vasQchip sowie im 

Transwell-System mit 30 mM D-(+)-Glucose in einer verminderten Expression essentieller 

Tight Junction- und Adherens Junction-Proteine resultiert. Infolgedessen kann die Dichtigkeit 

zwischen benachbarten Endothelzellen nicht aufrechterhalten werden. Dies führt zu einer 

Verringerung der Barriereintegrität und erhöht damit die vaskuläre Permeabilität. Durch 

Behandlung mit COMP-Ang1 konnte die Expression von drei der vier untersuchten 

Barriere-Proteine unter hyperglykämischen fluidischen Bedingungen erhöht werden. Damit 

konnte das in der Literatur beschriebene Potential des Wachstumsfaktors zur Wiederherstellung 

einer intakten vaskulären Barriere bestätigt werden. Dennoch ist zu beachten, dass das 

Genexpressionsmuster einer intakten Barrierefunktion im iBRB-Modell, trotz Behandlung mit 

COMP-Ang1, nicht vollständig rehabilitiert werden konnte. Zukünftig könnte durch zusätzliche 

Behandlung mit einem Angiopoietin-2 (Ang2)-Inhibitor eine noch stärkere Expression essentieller 

Barriere-Proteine erzielt werden.265 Ang2 ist in degenerativen Erkrankungen wie der diabetischen 

Retinopathie in den Endothelzellen um ein Vielfaches höher exprimiert als Ang1.265,268 Ang2 gilt 

als Antagonist von Ang1 und induziert in vivo den Ausfall der Barrierefunktion der iBRB sowie 

eine Neovaskularisierung und den Verlust der Perizyten.113,268 Eine Inhibition neben einer 

Behandlung mit COMP-Ang1 hat somit das Potential das Genexpressionsmuster einer intakten 

iBRB wiederherzustellen.265,269 Um derartige Untersuchungen in vitro durchzuführen, bietet das 

hier etablierte iBRB-Modell ein ideales Instrument zur Testung potentieller Wirkstoffe unter 

kontrollierbaren physiologischen Parametern.  

3.2 Neurovaskuläre Einheit im Gehirn 

Zusammen mit der iBRB gehört die BBB zu den wichtigsten Barrieren im menschlichen Körper. 

Die BBB ist ein Bestandteil der NVU im Gehirn und zeichnet sich durch ein sehr dichtes Endothel 

aus. Die NVU ist für die Ausbildung sowie Aufrechterhaltung der Barrierefunktion der BBB 

essentiell. Für eine Rekonstruktion der humanen NVU inklusive BBB wurden vasQchips mit einer 

Porengröße von 1-2 µm im Durchmesser verwendet. Erste BBB- und NVU-Modelle konnten bereits 

von Dr. D. Ivannikov76, Dr. V. Kappings72 und Dr. R. Pfister14 im vasQchip etabliert werden. Sie 

beinhalten eine Kokultur aus den Hirnendothelzellen hCMEC/D3 im Mikrokanal und den 

Hirnperizyten HBVP und Hirnastrozyten HA im umgebenden Kompartiment. Eine 

funktionierende dichte Barriere der Endothelzellen, welche die BBB bildet, ist in solch einem 

Modell von essentieller Bedeutung. Die immortalisierten hCMEC/D3 werden häufig in der 
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Forschung für eine Modellierung der in vivo BBB eingesetzt.270,271 Im Vergleich zu primären Zellen 

ermöglichen immortalisierte Zellen eine stabile Kultivierung über mehrere Passagen, welche den 

Phänotyp bis in hohe Passagen erfolgreich abbilden können.270 hCMEC/D3 wurden aus zerebralen 

mikrovaskulären Endothelzellen aus dem menschlichen Schläfenlappen hergestellt und mithilfe 

einer Transduktion eines lentiviralen Vektors (SV40 T Antigen) immortalisiert.270 

Der Einsatz von hCMEC/D3 umfasst ein breites Anwendungsspektrum von 

Transportmittelstudien (Drug delivery systems) bis hin zu zahlreichen 

Krankheitsmodellierungen.270,272-274 Sie weisen in vitro ein sehr dichtes Hirnendothel auf, welches 

die Eigenschaften einer physiologischen, metabolischen Barriere der in vivo BBB 

widerspiegelt.274,275  

Im BBB-Modell von Dr. V. Kappings72 und Dr. R. Pfister14 konnte gezeigt werden, dass sich eine 

Kokultur im vasQchip von hCMEC/D3 mit Astrozyten und Perizyten positiv auf die 

Barriereintegrität der BBB auswirkt. Jedoch beinhaltet dieses Modell keine Neuronen und 

Mikroglia. Als fester Bestandteil der NVU sind Neuronen und Mikroglia für eine in vivo ähnliche 

Rekonstruktion essentiell. Mikroglia sind aufgrund ihrer Immunaktivität und Neuronen durch 

ihre Rolle in inflammatorischen Prozessen für eine Modellierung von degenerativen 

Hirnerkrankungen von enormer Bedeutung.276,277 Daher wurde im Folgenden ein NVU-Modell aus 

Endothelzellen, Astrozyten, Perizyten, Mikroglia sowie Neuronen etabliert und hinsichtlich seiner 

Funktion charakterisiert. Das bestehende BBB-Modell von Dr. V. Kappings und Dr. R. Pfister 

diente dabei als Basis. Das neu etablierte NVU-Modell wurde im letzten Schritt so verändert, dass 

das Krankheitsmodell Parkinson abgebildet werden kann. Zusätzlich wurde das Modell auf seine 

Eignung als Testsystem für Wirkstoffe zur Therapie von Parkinson untersucht.  

3.2.1 Neuronen 

Für in vitro Experimente im Labor werden häufig isolierte, primäre oder differenzierte Neuronen 

eingesetzt. Isolierte Neuronen aus Mäusen oder Ratten sind kostengünstig und funktionsfähig. 

Aus Gründen der Tierethik sowie speziesspezifischer Unterschiede wurde diese Methode jedoch 

im Rahmen der Arbeit nicht angewendet. Primäre Neuronen aus dem Menschen können ohne 

langen Differenzierungsschritt direkt für den Versuchsaufbau verwendet werden. Allerdings 

können diese nur subkultiviert werden, sind teuer in der Anschaffung und aufgrund ihres 

Ursprungs begrenzt verfügbar. Dr. R. Pfister verwendete primäre Neuronen in ihrem 

Proof of principle-Experiment eines NVU-Modells im vasQchip.14 Jedoch konnte weder die 

charakteristische Zellmorphologie der Neuronen noch der zelltypische Marker Synapsin I 

nachgewiesen werden. Demnach war eine Etablierung primärer humaner Neuronen im vasQchip 

nicht erfolgreich.  

Daher wurden im Rahmen dieser Arbeit Neuronen aus humanen induzierten pluripotenten 

Stammzellen differenziert (induced Pluripotent stem cells, iPSC). Der Vorteil dieser Methode ist, dass 

iPSC eine unbegrenzte Verfügbarkeit an Zellmaterial sowie eine gezielte Differenzierung in 

Neuronen ermöglichen. iPSC stehen heutzutage im Fokus der Forschung und könnten zukünftig 
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durch Bereitstellung patientenspezifischer Zellen therapeutische Anwendungen in der 

Humanmedizin erlauben.278,279 Sie entstehen durch eine künstliche Reprogrammierung mithilfe 

der sogenannten Yamanaka-Faktoren (OCT4, SOX2, KLF4, MYC) aus somatischen Zellen.279-281 

Durch ihre Pluripotenz sind iPSC in der Lage, ähnlich wie Krebszellen, unbegrenzt zu proliferieren 

ohne ihre Eigenschaften zu verlieren.282 Außerdem ermöglicht die Pluripotenz der iPSC eine 

Differenzierung in jede Zelle des Mesoderms, Endoderms und Ektoderms des menschlichen 

Körpers mithilfe spezifischer Zusätze.279,281 In dieser Arbeit wurde hauptsächlich die iPSC Linie 

HD11 verwendet. HD11 wurden mit einem Sendai Virus aus Fibroblasten reprogrammiert. Die 

Sendai Reprogrammierungsvektoren integrieren gemäß dem Hersteller nicht in das Wirtsgenom 

und verändern somit nicht die genetische Information der Wirtszelle. Im Folgenden wurden 

Neuronen aus der iPSC Linie HD11 differenziert.  

3.2.1.1 Nachweis der Pluripotenz von iPSC 

Bevor eine Differenzierung in Neuronen durchgeführt werden konnte, wurde die Pluripotenz der 

iPSC nachgewiesen. Dies erfolgte mit einer Immunfluoreszenzfärbung der Pluripotenzmarker 

sowie mit einer quantitativen fluoreszenzbasierten Durchflusszytometrie.  

3.2.1.1.1 Immunfluoreszenzfärbung 

iPSC der Linie HD11 wurden auf mit Matrigel hESC beschichteten Well-Platten in einem 

geeigneten iPSC Kultivierungsmedium (iPSC KM) bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Matrigel ist 

eine solubilisierte Basalmembranmatrix, die von Engelbreth-Holm-Swarm-Maus-Sarkomzellen 

extrahiert wird.283-285 Die Hauptbestandteile von Matrigel sind vier essentielle Matrix-Proteine der 

Basalmembran: Laminin mit einem Anteil von 60 %, 30 % Kollagen IV, 8 % Entactin und 2-3 % 

Proteoglykan.283-285 Zudem enthält es auch zahlreiche Wachstumsfaktoren wie Fibroblast growth 
factor (FGF) oder Transforming growth factor (TGF), Metalloproteasen und weitere unbekannte 

Faktoren.283,285 Diese besondere Mixtur der Komponenten ermöglicht eine in vivo ähnliche 

Zusammensetzung der EZM, auf der iPSC adhärieren können.283 

iPSC wachsen in vitro häufig in Zellkolonien, um die Pluripotenz durch den engen Zellkontakt 

aufrecht zu erhalten.286 In Abbildung 55A sind mikroskopische Hellfeldaufnahmen der 

charakteristischen iPSC-Kolonien abgebildet. Für eine Immunfluoreszenzfärbung wurden die 

iPSC-Kolonien fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Zur 

Untersuchung der Pluripotenz wurden die Pluripotenzmarker Nanog und 

Octamer-binding transcription factor-4 (Oct-4) gewählt. Nanog sowie Oct-4 sind wichtige 

Transkriptionsfaktoren, welche die Selbsterneuerung sowie die Pluripotenz von Stammzellen 

regulieren.287,288 Anhand der Ergebnisse in Abbildung 55 konnte die Morphologie typischer 

iPSC-Kolonien sowie die Ausbildung von Nanog und Oct-4 mikroskopisch nachgewiesen werden.  
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Abbildung 55: Morphologie und Immunfluoreszenzfärbung der iPSC-Linie HD11. iPSC der Linie HD11 wurden 
in mit Matrigel hESC beschichtete Wells einer 6-Well-Platte bei 37 °C und 5 % CO2 für 7 Tage in iPSC KM kultiviert. 
Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. In (Ai-iii) ist die charakteristische Morphologie der 
iPSC-Kolonien in der Hellfeldaufnahme abgebildet. iPSC-Kolonien wurden für eine Immunfluoreszenzfärbung 
fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. (B) Anschließend konnte eine 
Immunfluoreszenzfärbung zur Visualisierung der Pluripotenzmarker Nanog und Oct-4 durchgeführt werden. 
Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342, Rot: Immunfluoreszenzfärbung mit Oct-4, 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von Nanog (Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED und Leica Stellaris 5). Der 
Maßstabsbalken entspricht für (A) 75 µm und für (B) 200 µm.  
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3.2.1.1.2 Durchflusszytometrie 

Allein durch eine Immunfluoreszenzfärbung kann keine Quantifizierung über den Anteil positiv 

gefärbter pluripotenter iPSC erfolgen. Dies ist besonders von Relevanz, da nicht-pluripotente 

Zellen zu einer unspezifischen Differenzierung führen und somit das Differenzierungsergebnis 

negativ beeinflussen. Um den Anteil der pluripotenten Zellen quantitativ bestimmen zu können, 

wurde in Kollaboration mit Dr. Y. Heneka (IBCS-FMS, KIT) eine Durchflusszytometrie 

(Flow cytometry) mithilfe eines Fluorescence activated cell sorting (FACS)-Geräts durchgeführt. Diese 

Methode findet häufig Anwendung in der Zellbiologie und ermöglicht ein nahezu unbegrenztes 

Anwendungsspektrum in der Forschung sowie in der Diagnostik.289,290 Die Funktionsweise basiert 

auf einzelnen Zellen, die in hoher Geschwindigkeit in einem Flüssigkeitsstrom von Lasern 

bestrahlt werden.289,291 Dabei erzeugen unterschiedliche Zellen ein für sie charakteristisches 

Streulicht (Light scatter) und Fluoreszenz, welche von einem Detektor (Photomultiplier oder 

Photodiode) erfasst werden (siehe Abbildung 56).289,290,292 Somit können Zellen anhand ihrer Größe, 

Granularität sowie der Fluoreszenz charakterisiert werden.293  

 

 

Abbildung 56: Schematische Darstellung der Durchflusszytometrie. Vereinzelte immunhistochemisch gefärbte 
Zellen werden in einem Flüssigkeitsstrom von einem Laser bestrahlt. Dabei wird ein charakteristisches Streulicht 
(Light scatter) sowie eine Fluoreszenz erzeugt, welche von einem Detektor erfasst werden. Dies ermöglicht eine 
Charakterisierung unterschiedlicher Zellen (modifiziert nach abcam). 

Zur quantitativen Pluripotenz-Analyse der iPSC wurden HD11 bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert 

und anschließend enzymatisch vereinzelt. Daraufhin wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert 

und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Für eine Durchflusszytometrie wurde der 

Anti-Oct-4-PE Antikörper aus der Maus gewählt, an welchen der Fluorophor PE gekuppelt ist. Um 
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dabei eine unspezifische Bindung des Antikörpers auszuschließen, wurde der 

PE Mouse Anti-IgG1 Antikörper als Isotypkontrolle verwendet. Zur Negativkontrolle wurden 

unbehandelte iPSC eingesetzt. Nach erfolgter Analyse wurde ein Anteil von 95,4 % pluripotenter 

Zellen ermittelt (Abbildung 57).  

 

Abbildung 57: Durchflusszytometrie der iPSC. 3×106 iPSC der Linie HD11 wurden fixiert, permeabilisiert und die 
unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Für eine anschließende Pluripotenzanalyse wurde der 
Anti-Oct-4-PE Antikörper aus der Maus gewählt. Um eine unspezifische Bindung des Antikörpers auszuschließen, 
wurde der PE Mouse Anti-IgG1 Antikörper als Isotypkontrolle verwendet. Zusätzlich wurden als Negativkontrolle 
unbehandelte Zellen analysiert. In Kollaboration mit Dr. Y. Heneka konnte der Anteil der pluripotenten Zellen 
mithilfe eines FACS-Geräts quantitativ bestimmt werden.  

3.2.1.1.3 Kapitelzusammenfassung Nachweis der Pluripotenz von iPSC 

Anhand einer Immunfluoreszenzfärbung sowie einer Genexpressionsanalyse konnte die 

Pluripotenz der iPSC-Linie HD11 nachgewiesen werden. Dieses Resultat stellte eine ideale 

Voraussetzung für die Differenzierung von Neuronen in den nachfolgenden Kapiteln dar.  

3.2.1.2 EZ spheres  

Um iPSC in Neuronen zu differenzieren, können zahlreiche Methoden angewendet werden. Eine 

herkömmliche Methode ist die Generierung sogenannter Embryoid bodies (EB). EB sind 

dreidimensionale kugelförmige, nicht adhärente multizelluläre Aggregate, die sich spontan aus 

iPSC in einem geeigneten Differenzierungsmedium bilden.294-297 Dabei induziert die kugelförmige 

Kultivierung die frühe humane Embryogenese.296 Hierdurch besitzen EB Merkmale aller drei 

Keimblätter und weisen eine achsenpolare Ausrichtung der Zellen auf.298 Jedoch variiert die 

Effizienz der EB-Aggregatbildung sowie deren Differenzierung in Neuronen zwischen 

verschiedenen iPSC-Linien trotz gleicher Kultivierungsbedingungen.294 Außerdem sind EB nicht 

in der Lage zu expandieren, sodass stets eine hohe Zellzahl an iPSC zur Generierung der EB 

eingesetzt werden muss. Dies stellt jedoch einen zeitlichen und kostenintensiven Aufwand dar. 

Eine weitere Methode stellt die Generierung sogenannter EZ spheres nach Ebert et al. dar.294 

EZ spheres sind, ähnlich wie EB, dreidimensionale kugelförmige nicht adhärente Zellaggregate. Ein 

großer Vorteil der EZ spheres besteht darin, dass diese einfacher zu generieren und zu kultivieren 
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sind.294,299 Außerdem exprimieren sie stabil Marker neuronaler Stammzellen und weisen keine 

große Varianz in der Aggregatbildung bei unterschiedlichen Zelllinien auf.294,300 Des Weiteren ist 

im Gegensatz zu den EB keine manuelle Auswahl von neuroepithelialen Vorläufern nötig.294 Daher 

wurde im Rahmen dieser Arbeit das Differenzierungsprotokoll nach Ebert et al. mithilfe der 

EZ spheres gewählt.  

Für die Differenzierung wurden iPSC der Linie HD11 in mit Matrigel hESC beschichteten Wells 

einer 6-Well-Platte in iPSC KM kultiviert. Nachdem eine ca. 80%ige Konfluenz der iPSC-Kolonien 

erreicht wurde, konnte eine enzymatische Ablösung mit Dispase erfolgen. Dispase ist eine 

Dissoziationsreagenz, welches eine Ablösung ganzer Zellkolonien von der 

Kultivierungsoberfläche ermöglicht.301 Die Zellkolonien wurden anschließend in ein EZ sphere 

Differenzierungsmedium überführt und in Suspension kultiviert (Passage 0). Um ein Anwachsen 

der Aggregate auf der Wachstumsoberfläche zu verhindern, wurden Zellkulturflaschen mit einer 

nicht-adhäsiven Oberfläche verwendet. Diese Kultivierungsoberfläche verhindert eine Adhäsion 

der Zellen und gewährleistet eine Aggregatbildung der Stammzellen (Abbildung 58).302 

 

 

Abbildung 58: Schematische Darstellung der Neuronendifferenzierung aus EZ spheres. iPSC wurden auf 
Matrigel hESC beschichtete Wells einer 6-Well-Platte in iPSC KM bis zu einer Konfluenz von 80 % Konfluenz 
kultiviert. Ein Mediumwechsel erfolgte dabei alle 2 bis 3 Tage. Anschließend wurden die iPSC-Kolonien mithilfe 
von Dispase enzymatisch von der Kultivierungsoberfläche abgelöst und ins EZ sphere Differenzierungsmedium 
überführt (Passage 0). Daraufhin konnten kugelförmige Zellaggregate generiert werden. Um die Bildung eines 
nekrotischen Kerns zu verhindern, wurden EZ spheres alle 7 Tage mit einer Rasierklinge geschnitten. Dabei wurde 
die Passage um 1 erhöht. Für eine Differenzierung zu Neuronen, wurden EZ spheres vereinzelt und auf einer 
Matrigel hESC -Beschichtung in M7 zu Neuronen innerhalb von 14 Tagen differenziert. Inverses Lichtmikroskop 
Leica DMIL LED. Die Maßstabsbalken entsprechen 75 µm (EZ spheres und iPSC) und 50 µm (Neuronen) 
(modifiziert nach McQuade et al.).303 
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Bereits nach einer 24-stündiger Kultivierung in Suspension waren kugelförmige Zellaggregate 

detektierbar. Die Zellaggregate wurden alle 7 Tage geschnitten, um die Ausbildung eines 

nekrotischen Kerns zu verhindern. Dabei wurde die Passage der Aggregate um 1 erhöht. Nach 

vierwöchiger Kultivierung in Suspension (Passage 4) bilden EZ spheres neuronale Stammzellen 

(Neural stem cell, NSC).294 EZ spheres können über einen Zeitraum von ca. 10 Wochen mit 

beständigen NSC-Eigenschaften kultiviert und expandiert werden.294 Zur Differenzierung der 

Neuronen wurden EZ spheres enzymatisch in Zellen vereinzelt und in mit Matrigel hESC 

beschichtete Wells einer Well-Platte ausgesät. Mithilfe neuronaler Differenzierungs- sowie 

Kultivierungsmedien, wie beispielsweise M7, konnte innerhalb von 14 Tagen eine Differenzierung 

in Neuronen erfolgen.  

3.2.1.2.1 Morphologie der EZ spheres 

In der Literatur wurde von Sareen et al. beschrieben, dass EZ spheres durch eine Kultivierung in 

Suspension Zellfortsätze um das gesamte Aggregat bilden.299 Diese charakteristische 

Zellmorphologie konnte mithilfe inverser Lichtmikroskopie visualisiert werden (Abbildung 59). 

Des Weiteren wurden die Zellfortsätze in Kollaboration mit Dr. Irene Wacker (CAM, 

Universität Heidelberg) mithilfe eines Rasterelektronenmikroskops (REM) genauer untersucht. 

Dazu wurden die Aggregate in Silikon eingebettet, mit einem Ultramikrotom geschnitten und 

anschließend mit einem REM visualisiert (Abbildung 59B). Anhand der Resultate konnte die 

charakteristische Zellmorphologie erfolgreich nachgewiesen werden.  

 

 

Abbildung 59: Nachweis der charakteristischen Zellfortsätze der EZ spheres. Die charakteristische 
Zellmorphologie der EZ spheres wurde mithilfe inverser Lichtmikroskopie (A) und einem REM in Kollaboration 
mit Dr. I. Wacker (B) untersucht. Zur Visualisierung mit einem REM wurden EZ spheres in Silikon eingebettet und 
mit einem Ultramikrotom geschnitten. In Schwarz sind die charakteristischen Zellfortsätze gekennzeichnet (B). Der 
Maßstabsbalken entspricht für (A) 200 µm und für (B) 50 µm. 



Ergebnisse und Diskussion 

 83 

3.2.1.3 Nachweis der NSC-Marker 

Um eine Generierung der EZ spheres letztendlich validieren zu können, ist neben morphologischen 

Eigenschaften ein Nachweis von essentiellen NSC-Markern erforderlich. Der Nachweis der 

NSC-Marker wurde mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung, einer Durchflusszytometrie sowie 

einer Genexpressionsanalyse durchgeführt.  

3.2.1.3.1 Genexpression und Immunfluoreszenzfärbung  

Zur Untersuchung der Genexpression in EZ spheres wurden die NSC-Marker Paired box protein 6 

(Pax-6) und Nestin gewählt. Nestin ist ein neuroepitheliales Stammzellprotein und wird 

herkömmlich zum Nachweis neuronaler Stammzellen verwendet.304,305 Bei einer Differenzierung 

zu Neuronen wird die Expression von Nestin vermindert, sodass Nestin in vollständig 

ausgereiften Neuronen nicht mehr exprimiert wird.306 Daher ist Nestin als NSC-Marker in der Lage 

neuronale Stammzellen von ausdifferenzierten Neuronen zu unterscheiden.307 Der NSC-Marker 

Pax-6 ist ein bei Wirbeltieren sowie wirbellosen Arten hoch konservierter Transkriptionsfaktor und 

ist für die Entwicklung des ZNS von essentieller Bedeutung.308,309 Dabei aktiviert dieser die 

Expression von neuronalen (ektodermalen) Genen und inhibiert gleichzeitig die Expression 

mesodermaler sowie endodermaler Gene, wodurch die neuronale Differenzierung initiiert wird.310 

Neben dem Nachweis der NSC-Marker war es notwendig die Expression von Pluripotenzmarkern 

sowie Neuronenmarker auszuschließen. Hierfür wurden die Pluripotenzmarker Nanog und Oct-4 

sowie der Neuronenmarker Microtubule-associated protein 2 (MAP2) gewählt. Der Neuronenmarker 

MAP2 ist im Vergleich zu den NSC-Markern Nestin und Pax-6 ausschließlich in ausdifferenzierten 

Neuronen exprimiert. Das Protein trägt zur Polarität von Neuronen bei, indem es mit den 

Mikrotubuli im Perikaryon sowie in den Dendriten assoziiert.311 Außerdem stabilisiert MAP2 die 

Mikrotubuli postmitotischer neuronaler Zellen.312 Für eine Untersuchung der Expression von 

Nanog, Nestin, Pax-6, Oct-4 und MAP2 wurden EZ spheres der Passage 0, 3, 4 und 10 sowie iPSC 

verwendet. Die RNA der Zellen wurde isoliert und anschließend in cDNA transkribiert. Mithilfe 

der RT-qPCR konnte die Expression der Proteine quantifiziert werden. Die erhaltenen Ergebnisse 

wurden auf die Expression von EZ spheres der Passage 0 normiert. Analog dazu wurde eine 

Immunfluoreszenzfärbung mit Nestin und Nanog durchgeführt. Hierfür wurden ebenfalls 

EZ spheres der Passage 3, 4 und 10 sowie iPSC verwendet. Mithilfe konfokaler 

Fluoreszenzmikroskopie konnten z-stack Messungen der Aggregate durchgeführt und 

Maximalüberlagerungen erstellt werden. Das Ergebnis der Immunfluoreszenzfärbung sowie der 

Genexpression ist in Abbildung 60 dargestellt.  
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Abbildung 60: Relative mRNA-Expression und Immunfluoreszenzfärbung von EZ spheres und iPSC. iPSC und 
EZ spheres der Passage 0, 3, 4 und 10 wurden bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Ein Mediumwechsel erfolgte alle 
2 bis 3 Tage. Für die Genexpressionsanalyse wurde die RNA der Zellen isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe 
der farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression verschiedener Marker quantifiziert. Als Referenzgen fungierte 
GAPDH. Die erhaltenen Ergebnisse wurden auf die Passage 0 normiert (= 1). Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, 
**p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. Für eine Immunfluoreszenzfärbung wurden iPSC sowie EZ spheres der 
Passage 3, 4 und 10 fixiert und anschließend zur Visualisierung von Nanog und Nestin immunhistochemisch 
gefärbt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen und anschließend 
Maximalüberlagerungen erzeugt (n = 75-125, Abstand = 4 µm, h = 300-500 µm, Leica TCS SPE DMI4000B und 
Leica Stellaris 5). Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von Nanog. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von Nestin. Der Maßstabsbalken entspricht für iPSC 200 µm und für EZ spheres 
100 µm.  

Anhand der Genexpression konnte eine Hochregulation der NSC Marker Nestin und Pax-6 in 

EZ spheres der Passage 3 (Nestin: 2,10 ± 0,63, Pax-6: 4,11 ± 0,92) und Passage 4 (Nestin: 5,10 ± 1,52, 
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Pax-6: 5,67 ± 0,68) sowie in Passage 10 (Pax-6: 1,21 ± 0,36) detektiert werden. Zusätzlich wurde in 

Passage 3 eine Expression der Pluripotenzmarker Nanog und Oct-4 nachgewiesen. Doch im 

Vergleich zur Referenz (Passage 0) war die relative Expression von Oct-4 (0,56 ± 0,05) und 

Nanog (0,33 ± 0,14) vermindert, was auf eine mit zunehmender Zeit abnehmende Expression 

deutet. So konnte ab Passage 4 eine Expression der Pluripotenzfaktoren nicht mehr detektiert 

werden. Gemäß der Erwartung wurden in den iPSC die Pluripotenzmarker Nanog (2,72 ± 0,22) 

und Oct-4 (3,16 ± 0,64) exprimiert. Eine Expression der NSC-Marker Nestin und Pax-6 wurde in 

den iPSC nicht detektiert. Darüber hinaus konnte eine Expression des Neuronenmarkers MAP2 

weder in EZ spheres noch in iPSC ermittelt werden.  

Die Resultate der Genexpressionsanalyse wurden anhand der Immunfluoreszenzfärbung mit 

Nestin und Nanog bestätigt. Aufgrund fehlender Charakterisierung konnte kein direkter Vergleich 

zur Literatur herangezogen werden. Jedoch beschreiben Sareen et al., dass EZ spheres ab Passage 4 

NSC Eigenschaften aufweisen.299 Die Ergebnisse dieses Versuches konnten dies bestätigen. 

Zusammenfassend deuten diese Resultate auf eine erfolgreiche Generierung der EZ spheres mit 

NSC-Eigenschaften hin. So konnte die Expression wichtiger NSC-Marker in den EZ spheres 

bestätigt und die Expression von Pluripotenzmarkern (³ Passage 4) sowie eines neuronalen 

Markers ausgeschlossen werden.  

3.2.1.3.2 Durchflusszytometrie 

Um eine quantitative Aussage über den Anteil der NSC in den EZ spheres zu erhalten, wurde wie 

in Kapitel 3.2.1.1.2 beschrieben, eine Durchflusszytometrie in Kollaboration mit 

Dr. Y. Heneka (IBCS-FMS, KIT) durchgeführt. Hierfür wurden EZ spheres der Passage 4 verwendet 

und der NSC-Marker Nestin gewählt. Mithilfe der Dissoziationsreagenz Accutase wurden 

Einzelzellen aus den EZ spheres generiert, welche anschließend immunhistochemisch gefärbt 

wurden. Da es sich bei dem verwendeten Anti-Nestin Antikörper aus dem Kaninchen um einen 

primären nicht fluoreszierenden Antikörper handelt, wurde zur Detektion ein mit 

Alexa Fluor® 488 gekuppelter Sekundärantikörper (A488) Donkey Anti-Rabbit verwendet. Dieser 

fungierte ebenfalls als Kontrolle, um eine unspezifische Bindung des Antikörpers auszuschließen. 

Zur Negativkontrolle wurden ungefärbte Einzelzellen verwendet. Das Ergebnis der 

Durchflusszytometrie ist in Abbildung 61 aufgeführt. Anhand der quantitativen Analyse wurde 

ein prozentualer Anteil von 97,8 % Zellen, welche den NSC-Marker Nestin exprimieren, ermittelt.  
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Abbildung 61: Durchflusszytometrie der EZ spheres. 3×106 vereinzelte Zellen der EZ spheres der Passage 4 wurden 
fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Anschließend wurde der primäre 
Anti-Nestin Antikörper aus dem Kaninchen zur quantitativen Analyse mithilfe der Durchflusszytometrie gewählt. 
Dabei erlaubte der Alexa Fluor® 488 gekuppelte Sekundärantikörper (A488) Donkey Anti-Rabbit eine Detektion 
des primären Antikörpers. A488 fungierte ebenfalls zum Ausschluss unspezifischer Antikörperbindung. 
Zusätzlich wurden zur Negativkontrolle unbehandelte Zellen verwendet. In Kollaboration mit Dr. Y. Heneka. 

3.2.1.3.3 Kapitelzusammenfassung EZ spheres  

Es konnten NSC-Marker anhand der Immunfluoreszenzfärbung und der Durchflusszytometrie 

sowie der Genexpression in EZ spheres nachgewiesen werden. Damit wurden EZ spheres mit 

NSC-Eigenschaften erfolgreich validiert und für die Differenzierung in Neuronen in 

nachfolgenden Experimenten eingesetzt. Da in EZ spheres der Passage 4 eine Expression der 

Pluripotenzmarker Nanog und Oct-4 nicht länger detektierbar war, wurden für nachfolgende 

Versuche Passagen ³ 4 eingesetzt.  

3.2.1.4 Differenzierung von Neuronen  

Für eine Differenzierung in Neuronen nach Ebert et al. wurden die EZ spheres gemäß dem 

Differenzierungsschema in Kapitel 3.2.1.2 enzymatisch vereinzelt.294 Danach wurden die Zellen in 

mit Matrigel hESC beschichtete Wells einer 24-Well-Platte mit einer Zelldichte von 

2,5×104 Zellen/cm2 in M7 ausgesät.294 In M7 begünstigen B-27 und N-2 neben vier weiteren Zusätzen 

eine Differenzierung und Kultivierung der Neuronen. Das verwendete Differenzierungsmedium 

der Neuronen setzt sich aus insgesamt sieben Komponenten zusammen und wird daher im 

Rahmen dieser Arbeit als M7 (Medium mit 7 Komponenten) bezeichnet. Die Differenzierung 

wurde an Tag 0, 1, 7 und 14 mithilfe eines inversen Lichtmikroskops visualisiert. Die Kultivierung 

der NSC in M7 erzielte innerhalb von 14 Tagen eine Differenzierung in Neuronen. Anhand der 

Hellfeldaufnahmen in Abbildung 62A wurden bereits ab Tag 7 eine für Neuronen 

charakteristische Zellmorphologie festgestellt. So konnten einzelne rundliche Somata (Perikaryon) 

detektiert werden, welche sich mit ihren langen dünnen Zellfortsätzen (Axone) sowie den kürzeren 

Zellfortsätzen (Dendriten) in dichten neuronalen Netzwerken vernetzen. Um eine detailliertere 

Ansicht auf die Morphologie einzelner Neuronen sowie eines Netzwerks zu erlangen, wurden in 
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Kollaboration mit M. Sc. T. Messer (APH, KIT) mikroskopische Aufnahmen mithilfe eines REM 

generiert. Die Aufnahmen sind Abbildung 62B zu entnehmen. Die Nahaufnahme eines Neurons 

in Abbildung 62B(i) zeigt die Instabilität eines neuronalen Netzwerks. Lediglich das Perikaryon 

adhäriert an der Wachstumsoberfläche, während die Zellfortsätze nicht auf der 

Wachstumsoberfläche anliegen. 

 

 

Abbildung 62: Hellfeld- und REM-Aufnahmen der Neuronendifferenzierung aus den EZ spheres. (A) EZ spheres 
wurden an Tag 0 mithilfe von Accutase in Einzelzellen enzymatisch gespalten. Diese wurden anschließend in einer 
Zelldichte von 2,5×104 Zellen/cm2 in Matrigel hESC beschichtete Wells einer 24-Well-Platte in M7 ausgesät. Die 
Differenzierung wurde an Tag 1, 7 und 14 zeitlich verfolgt (Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED). Ein 
Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 3 Tage. (B) Um eine detaillierte Ansicht der differenzierten Neuronen und des 
neuronalen Netzwerks zu erhalten, wurden in Kollaboration mit M. Sc. T. Messer REM-Aufnahmen durchgeführt 
(45° Winkel, 5 keV, 8,8 nm Goldschicht, ZEISS Supra 55 VP LEO). (Bi) zeigt ein einzelnes Neuron und (Bii) das 
neuronale Netzwerk. Maßstabsbalken entspricht für (A) für EZ spheres 50 µm und für Einzelzellen 75 µm. Für (Bi) 
entspricht der Maßstabsbalken 1 µm und für (Bii) 10 µm. 

3.2.1.5 Nachweis neuronaler Marker 

Im vorherigen Kapitel konnte erfolgreich die für Neuronen charakteristische Zellmorphologie 

nachgewiesen werden. Um die Differenzierung letztendlich validieren zu können, wurde in den 

folgenden Kapiteln eine Immunfluoreszenzfärbung, Durchflusszytometrie sowie eine 

Genexpression anhand typischer Neuronen-Marker durchgeführt.  

3.2.1.5.1 Immunfluoreszenzfärbung 

Für eine Immunfluoreszenzfärbung der differenzierten Neuronen wurde die Differenzierung, wie 

in Kapitel 3.2.1.4 beschrieben, vorbereitet und anschließend bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Nach 

14 Tagen wurden die Zellen zur Visualisierung der Neuronen-Marker β-III Tubulin, MAP2 sowie 

Synapsin I immunhistochemisch gefärbt. β-III Tubulin wird herkömmlich zum Nachweis 

neuronaler Zellen und deren Differenzierung eingesetzt.313,314 Als Hauptbestandteil der 
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Mikrotubuli gehört das Protein zu den tubulären Strukturen und unterstützt eine korrekte 

Ausbildung und Aufrechterhaltung der Axone.313-315 Im Gegenteil zum Marker MAP2, welcher 

hauptsächlich in den Dendriten sowie im Perikaryon exprimiert wird, kommt ß-III Tubulin im 

gesamten Neuron vor.316,317 Synapsin I ist ein 80 kDa schweres Protein, welches zur Synapsinfamilie 

zählt.318 Das Protein ist hochkonserviert und gehört zu den Phosphoproteinen, welche an die 

zytoplasmatische Oberfläche synaptischer Vesikel assoziieren.318 Damit spielt Synapsin I sowohl 

in der Freisetzung verschiedener Neurotransmitter als auch in der Plastizität synaptischer Vesikel 

eine essentielle Rolle.319,320 Das Ergebnis der Immunfluoreszenzfärbung ist in Abbildung 63 

dargestellt. Hierbei konnten die neuronalen Marker ß-III Tubulin (Abbildung 63A), Synapsin I 

sowie MAP2 (Abbildung 63B) in den differenzierten Neuronen erfolgreich nachgewiesen werden. 

Anhand von Synapsin I konnte die Verteilung der synaptischen Vesikel in den Neuronen 

veranschaulicht werden. Diese sind für eine Verarbeitung und Weiterleitung elektrischer Signale 

zwischen einzelnen Neuronen und damit für die Funktionalität eines Neurons von enormer 

Bedeutung. Somit konnten mithilfe der neuronalen Marker morphologische Strukturen wie Axone, 

Dendriten und synaptische Vesikel in den differenzierten Neuronen nachgewiesen und damit die 

Identität dieser bestätigt werden. 



Ergebnisse und Diskussion 

 89 

 

Abbildung 63: Immunfluoreszenzfärbung der differenzierten Neuronen. NSC wurden in einer Zelldichte von 
2,5×104 Zellen/cm2 in Matrigel hESC beschichtete Wells einer 24-Well-Platte in M7 ausgesät. Es folgte eine 
Differenzierung über 14 Tage bei 37 °C und 5 % CO2. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. 
Anschließend wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und zur 
Untersuchung der Neuronen-Marker ß-III Tubulin, MAP2 sowie Synapsin I immunhistochemisch gefärbt. 
Zusätzlich zur Immunfluoreszenzfärbung wurden die Zellkerne mit Hoechst33342 gefärbt. Mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie wurden die Neuronen-Marker visualisiert (ZEISS LSM 800). (Ai) und (Bi) Zellkernfärbung 
mit Hoechst33342, (Aii) Immunfluoreszenzfärbung mit ß-III Tubulin, (Aiii) Überlagerung ohne Hellfeld und (Aiv) 
zeigt die Überlagerung mit Hellfeld. (Bii) Immunfluoreszenzfärbung mit MAP2, (Biii) Immunfluoreszenzfärbung 
mit Synapsin, (Biv) Überlagerung. (Ci) zeigt (Biv) in Vergrößerung, Synapsin I gefärbte Vesikel sind mit weißen 
Pfeilen gekennzeichnet. Der Maßstabsbalken entspricht 25 µm.  

3.2.1.5.2 Durchflusszytometrie 

Zur Quantifizierung des prozentualen Anteils an Neuronen wurde eine Durchflusszytometrie in 

Kollaboration mit Dr. Y. Heneka (IBCS-FMS, KIT) durchgeführt. Hierfür wurde der 

Neuronen-Marker ß-III Tubulin eingesetzt. Zur Detektion des primären Anti-ß-III Tubulin 
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Antikörpers aus der Maus wurde der an Alexa Fluor® 488 gekuppelte Sekundärantikörper (A488) 

Goat Anti-Mouse verwendet, welcher auch als Kontrolle fungierte. Hierfür wurden Neuronen, wie 

in Kapitel 3.2.1.4 beschrieben, differenziert. Nach 14 Tagen konnte eine immunhistochemische 

Färbung von ß-III Tubulin erfolgen. Zur Negativkontrolle wurden ungefärbte Zellen verwendet. 

Die quantitative Analyse der Durchflusszytometrie ist in Abbildung 64 dargestellt. Dabei konnte 

ein prozentualer Anteil von 55,3 % neuronaler Zellen, welche ß-III Tubulin exprimieren, detektiert 

werden. 

 

 

Abbildung 64: Durchflusszytometrie der differenzierten Neuronen. 1,8×106 differenzierte Neuronen wurden 
fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Im Anschluss wurde der primäre 
Anti-ß-III Tubulin Antikörper aus der Maus zur quantitativen Analyse mithilfe der Durchflusszytometrie 
eingesetzt. Dabei erlaubte der Alexa Fluor® 488 gekuppelte Sekundärantikörper (A488) Goat Anti-Mouse eine 
Detektion des primären Antikörpers. Darüber hinaus fungierte A488 ebenfalls als Kontrolle, um eine unspezifische 
Bindung des Antikörpers auszuschließen. Zudem wurden unbehandelte Zellen als Negativkontrolle verwendet. In 
Kollaboration mit Dr. Y. Heneka.  

Der detektierte prozentuale Anteil sowie die analysierte Zellzahl (Anzahl der Events) ist im 

Vergleich zu den vorherigen Durchflusszytometrien verringert. Letzteres liegt an den geringen 

proliferativen Eigenschaften sowie der Sensibilität der Neuronen. Es wurde zwar eine Zelldichte 

von 2,5×104 Zellen/cm2 zur Differenzierung eingesetzt, jedoch adhärieren nicht alle Zellen auf der 

Wachstumsoberfläche. NSC sowie Neuronen sind hochsensible Zellen, die für die 

Aufrechterhaltung ihres Wachstums und Funktion auf eine definierte Mikroumgebung 

angewiesen sind.321,322 Eine starke Veränderung äußerer Einflüsse führt zur Nekrose der Zellen. 

Zudem weisen NSC sowie Neuronen im Vergleich zu anderen Zelltypen begrenzt proliferative 

Eigenschaften auf.323 Diese beiden Eigenschaften erschweren einen hohen Zelldurchsatz, sodass 

für diesen Versuch nur eine Zellzahl von 1,8×106 Neuronen eingesetzt wurde.  

Darüber hinaus ist bekannt, dass eine neuronale Differenzierung aufgrund derselben 

Vorläuferzellen stets einen Anteil von Gliazellen aufweist und damit den niedrigen Anteil 

positiver Neuronen begründet.299 Diese fördern das Wachstum sowie die Differenzierung von 

Neuronen und sind daher zu einem geringen Anteil essentiell.324 Aus zeitlichen Gründen konnte 

diese Analyse nicht wiederholt werden. Zukünftig sollte erneut eine Durchflusszytometrie 
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durchgeführt werden, um das Ergebnis zu überprüfen. Sollte der prozentuale Anteil an 

detektierten Neuronen erneut gering ausfallen, können Zusätze wie CultureOneTM beigefügt 

werden, die eine Proliferation unerwünschter Zellen um bis zu 75 % reduzieren.325 

3.2.1.5.3 Genexpression neuronaler Marker 

Im Folgenden wurde eine Genexpressionsanalyse der differenzierten Neuronen durchgeführt. 

Hierbei war es wichtig, die Expression der Pluripotenz- sowie NSC-Marker in ausgereiften 

Neuronen auszuschließen und die Expression eines neuronalen Markers nachzuweisen.  

Dafür wurden Neuronen, wie in Kapitel 3.2.1.4 beschrieben, differenziert. Um die Expression der 

Marker zeitlich zu verfolgen, wurde an Tag 1, 7, 14 und 21 die Genexpression von Nanog, Oct-4, 

Nestin, Pax-6 sowie MAP2 mithilfe einer RT-qPCR untersucht. Die erhaltenen Ergebnisse wurden 

dabei auf die Expression der Differenzierung von Tag 1 normiert (Abbildung 65). Analog erfolgte 

eine Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin der neuronalen Differenzierung an Tag 7, 14 

und 21 (Abbildung 65).  

Es konnte an Tag 7 (1,70 ± 0,21), Tag 14 (2,41 ± 0,22) und Tag 21 (0,50 ± 0,13) eine Expression des 

neuronalen Markers MAP2 detektiert werden. Darüber hinaus wurde neben MAP2 eine 

Expression des NSC-Markers Nestin (0,37 ± 0,23) an Tag 7 festgestellt. Jedoch konnte hier im 

Vergleich zur Referenz (Tag 1) eine Abnahme der Expression ermittelt werden. Da der 

NSC-Marker Nestin in differenzierten Neuronen nicht länger exprimiert wird, wurde demzufolge 

ab Tag 14 eine Differenzierung ausgereifter Neuronen erzielt. Nach den Erkenntnissen von 

Sareen et al. und Ebert et al. werden aus EZ spheres differenzierte Neuronen ebenfalls ab Tag 14 als 

vollständig ausgereift definiert.294,299 Zudem wiesen die Neuronen an Tag 14 die höchste 

Expressionsrate von MAP2 auf (2,41 ± 0,22). Dagegen konnte, gemäß den Erwartungen, eine 

Expression der Marker Nanog, Oct-4 sowie Pax-6 nicht detektiert werden. Anhand der 

Immunfluoreszenzfärbung konnte bereits ab Tag 7 ß-III Tubulin immunhistochemisch 

nachgewiesen werden. Dennoch wurde aufgrund der erzielten Resultate in der 

Expressionsanalyse eine Differenzierungsdauer der Neuronen von 14 Tagen für weitere Versuche 

bevorzugt.  
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Abbildung 65: Relative mRNA-Expression und Immunfluoreszenzfärbung der differenzierten Neuronen. NSC 
wurden in einer Zelldichte von 2,5×106 Zellen/cm2 in mit Matrigel hESC beschichtete Wells einer 24-Well-Platte in 
M7 ausgesät. Die Differenzierung in Neuronen erfolgte bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel erfolgte alle 
2 bis 3 Tage. Um die Expression verschiedener Marker zeitlich zu verfolgen, wurde die RNA der Zellen an Tag 1, 
7, 14 und 21 isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe der farbstoffbasierten RT-qPCR quantifiziert. Als 
Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Die erhaltenen Ergebnisse wurden mithilfe der DDCt-Methode auf den 
Differenzierungstag 1 normiert (= 1). Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 
Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. Für eine 
Immunfluoreszenzfärbung wurden die Zellen an Tag 7, 14 und 21 fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen 
Bindungsstellen blockiert und anschließend zur Visualisierung von ß-III Tubulin immunhistochemisch gefärbt. 
Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin (ZEISS LSM 800). Der 
Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

3.2.1.6 Einfluss der Beschichtung auf die Expression neuronaler Marker 

Für eine erfolgreiche Neuronendifferenzierung ist neben der Differenzierungsdauer und 

dem -medium, die Beschichtung zur Adhäsion neuronaler Zellen bedeutend. Herkömmlich wird 

Matrigel zur Beschichtung verschiedener Stammzellen verwendet.326,327 Daneben finden 

heutzutage immer mehr synthetische und semi-synthetische Beschichtungen als EZM-imitierende 

Substanz Verwendung.328 Diese haben den Vorteil, dass der Anteil verschiedener Komponenten 

im Vergleich zu Matrigel wesentlich beständiger ist und somit eine Reproduktion der Versuche 

sichergestellt wird.328-330 Neben Matrigel werden die semi-synthetischen Beschichtungen 

Poly-L-Ornithin zusammen mit Laminin (PLO/Lam) und Poly-L-Lysin zusammen mit Laminin 
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(PLL/Lam) häufig zur Beschichtung neuronaler Differenzierungen verwendet.331-333 Daher wurde 

im Rahmen dieser Arbeit PLO/Lam und PLL/Lam als Beschichtung zur neuronalen 

Differenzierung untersucht. Dabei wurde in diesem Versuch das Wachstumsverhalten sowie die 

Expression verschiedener neuronaler Marker auf den verschiedenen Beschichtungen analysiert. 

Zusätzlich sollte überprüft werden, ob die im Matrigel hESC enthaltenden Wachstumsfaktoren 

essentiell zur Differenzierung der Neuronen sind. Hierfür wurde das Growth factor reduced Matrigel 

(Matrigel GFR) verwendet. Im Vergleich zum bisher verwendeten Matrigel hESC, weist das 

Matrigel GFR einen geringeren Anteil an Wachstumsfaktoren auf.334  

3.2.1.6.1 Immunfluoreszenzfärbung 

Um den Einfluss der Beschichtungen auf die Zelladhäsion und das Wachstum sowie die 

Ausbildung neuronaler Marker zu untersuchen, wurde eine Immunfluoreszenzfärbung 

durchgeführt. Dafür wurden NSC auf den verschiedenen Beschichtungen (PLO/Lam, PLL/Lam, 

Matrigel hESC und Matrigel GFR) in M7 differenziert. Nach 14 Tagen wurden die Zellen 

immunhistochemisch gefärbt. Hierfür wurden die neuronalen Marker MAP2 und Synapsin I 

verwendet und mikroskopisch visualisiert (Abbildung 66). Es konnte gezeigt werden, dass 

Neuronen unter Ausbildung der Marker MAP2 und Synapsin I auf allen Beschichtungen 

adhärieren. Jedoch wies die herkömmliche Matrigelbeschichtung (Matrigel hESC) das stärkste 

homogene Wachstum und damit die höchste Dichte an neuronalen Zellen auf. Hingegen wiesen 

die Zellen auf der PLL/Lam Beschichtung die niedrigste Konfluenz auf. Ein signifikanter 

Unterschied in der Intensität der Fluoreszenz zwischen den Beschichtungen konnte nicht 

beobachtet werden.  
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Abbildung 66: Immunfluoreszenzfärbung der neuronalen Differenzierung auf unterschiedlichen 
Beschichtungen. NSC wurden in einer Zelldichte von 2,5×104 Zellen/cm2 in unterschiedlich beschichtete Wells einer 
24-Well-Platte in M7 ausgesät. Hierfür wurden die Beschichtungen PLO/Lam, PLL/Lam, Matrigel GFR und 
Matrigel hESC verwendet. Ein Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 3 Tage. Nach 14 Tagen wurden die Zellen fixiert, 
permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. 
Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie wurden die spezifischen Zellstrukturen visualisiert (ZEISS LSM 800). 
Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Rot: Immunfluoreszenzfärbung von Synapsin I. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von MAP2. Der Maßstabsbalken entspricht 50 µm.  

3.2.1.6.2 Expression neuronaler Marker  

Neben der Immunfluoreszenzfärbung wurde eine molekularbiologische Untersuchung zur 

Expression der neuronalen Marker MAP2 und Tyrosinhydroxylase (TH) durchgeführt. Neuronen 
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können unter verschiedenen Gesichtspunkten klassifiziert werden, unter anderem nach ihren 

Neurotransmittern wie beispielsweise dem Dopamin (Katecholamin), Serotonin, Glutamat oder 

GABA.143,335-338 TH dient als Marker Dopamin-produzierender Neuronen (dopaminerge 

Neuronen).339,340 Als Schlüsselenzym katalysiert TH die Hydroxylierung der Aminosäure Tyrosin 

zu Levodopa, einer Vorstufe von Dopamin.341,342 Dopaminerge Neuronen kommen unter anderem 

in der Substantia nigra pars compacta im ZNS vor.340,343,344 Sie spielen in vielen inflammatorischen 

neurodegenerativen Erkrankungen wie Parkinson eine wichtige Rolle, und sind daher für 

Krankheitsmodellierungen und -untersuchungen essentiell.343,345 Eine Klassifizierung weiterer 

Neuronen anhand ihrer Neurotransmitter war im Rahmen dieser Arbeit nicht im Fokus. Daher 

wurde lediglich die Expression dopaminerger Neuronen und unspezifischer Neuronen mithilfe 

von MAP2 untersucht. Zukünftig könnten weitere Klassifizierungen der Neuronen durch ihre 

Neurotransmitter anhand einer umfangreichen Analyse verschiedener Marker charakterisiert 

werden.  

Für den folgenden Versuch wurden die Neuronen auf den verschiedenen Beschichtungen 

(PLO/Lam, PLL/Lam, Matrigel GFR und Matrigel hESC) über 14 Tage in M7 differenziert und 

kultiviert. Anschließend wurde die Genexpression von MAP2 und TH mithilfe einer RT-qPCR 

untersucht und auf die Expression der bisher verwendeten Beschichtung (Matrigel hESC) 

normiert. Das Ergebnis der molekularbiologischen Untersuchung ist in Abbildung 67 dargestellt.  

 

Abbildung 67: Relative mRNA-Expression neuronaler Marker durch Kultivierung auf unterschiedlichen 
Beschichtungen. NSC wurden in einer Zelldichte von 2,5×106 Zellen/cm2 in unterschiedlich beschichtete Wells einer 
24-Well-Platte in M7 ausgesät. Hierfür wurden die Beschichtungen PLO/Lam, PLL/Lam und Matrigel GFR 
verwendet. Es folgte eine Differenzierung für 14 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 
3 Tage. Anschließend wurde die RNA der Zellen isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe der farbstoffbasierten 
RT-qPCR die Expression von MAP2 und TH quantifiziert. Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Die 
erhaltenen Resultate wurden anhand der DDCt-Methode auf die Matrigel hESC-Beschichtung normiert (= 1). 
Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden 
mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

Auf allen Beschichtungen konnte eine Expression von MAP2 in Neuronen nachgewiesen werden. 

Jedoch waren die Werte im Vergleich zur Referenzbeschichtung (Matrigel hESC) erniedrigt 

(PLO/Laminin: 0,95 ± 0,08, PLL/Laminin: 0,65 ± 0,06, Matrigel GFR: 0,67 ± 0,04). Damit konnte 
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gezeigt werden, dass eine Beschichtung der Kultivierungsoberfläche mit Matrigel hESC die 

Expression von MAP2 am stärksten begünstigt. Im Gegensatz zu den PLO/Lam und PLL/Lam 

Beschichtungen konnte eine Kultivierung auf Matrigel hESC sowie GFR eine Expression von TH 

in den Neuronen erzielen. Infolgedessen konnten dopaminerge Neuronen auf den 

Matrigel-Beschichtungen differenziert werden. Jedoch wiesen die differenzierten Neuronen auf 

Matrigel GFR im Vergleich zu Matrigel hESC eine verringerte Expression von TH auf (0,57 ± 0,02). 

Möglicherweise könnte hierfür der geringere Anteil essentieller Wachstumsfaktoren ursächlich 

sein.  

Jedoch beschrieben Sareen et al., dass nur durch eine Kultivierung der EZ spheres mit 

Fibroblast growth factor 8 (FGF-8) und Sonic hedgehog (Shh) eine Differenzierung von dopaminergen 

Neuronen erzielt werden kann.294,299 Allerdings wurden diese Faktoren im Rahmen dieser Arbeit 

nicht zugesetzt. Um dieses Phänomen weiter zu untersuchen, wurde neben der 

Genexpressionsanalyse eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Hierfür wurden Neuronen 

wie zuvor beschrieben vorbereitet und in M7 auf einer Matrigel hESC-Beschichtung differenziert. 

Nach 14 Tagen wurden die Neuronen auf die Ausbildung des dopaminergen Markers TH 

untersucht. Neben TH wurde ß-III Tubulin als Marker zur Visualisierung verwendet. Das Ergebnis 

der Konfokalmikroskopie ist in Abbildung 68 dargestellt.  

 

 

Abbildung 68: Immunfluoreszenzfärbung differenzierter Neuronen auf einer Matrigel hESC-Beschichtung. 
2,5×104 NSC pro cm2 wurden in Matrigel hESC-beschichtete Wells einer 24-Well-Platte in M7 ausgesät. Ein 
Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 3 Tage. Nach 14 Tagen wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert und die 
unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Im Anschluss erfolgte eine Immunfluoreszenzfärbung zur 
Visualisierung von TH und ß-III Tubulin. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnten die spezifischen 
Zellstrukturen visualisiert werden (ZEISS LSM 800). Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von Synapsin I. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin. Der 
Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

Dabei konnten in der Immunfluoreszenzfärbung analog zur Genexpressionsanalyse dopaminerge 

Neuronen nachgewiesen werden. Somit konnten die Erkenntnisse von Sareen et al. in diesem 

Versuch nicht bestätigt werden.299 Ursächlich für die Differenzierung dopaminerger Neuronen 

könnte die Verwendung einer unterschiedlichen iPSC Linie sein.  

Anhand dieser Resultate konnte der Beschichtung ein signifikanter Einfluss auf die Expression 

neuronaler Marker zugewiesen werden. Auch in der Literatur wurde der Einfluss der 

Beschichtung in der neuronalen Differenzierung beschrieben. So konnten Setien et al. eine 
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unterschiedliche Expression neuronaler Marker, unter anderem von MAP2, auf verschiedenen 

Beschichtungen feststellen.346 In Bezugnahme zur Immunfluoreszenzfärbung in Kapitel 3.2.1.6.1 

konnte gezeigt werden, dass Matrigel hESC mit einem höheren Anteil an Wachstumsfaktoren 

(Matrigel hESC) sowohl die Expression der neuronalen Marker MAP2 und TH, als auch das 

Wachstum der Neuronen am stärksten begünstigt. Aus diesem Grund wurde für folgende 

Versuche eine Beschichtung mit Matrigel hESC zur Differenzierung der Neuronen gewählt.  

3.2.1.6.3 Kapitelzusammenfassung Differenzierung von Neuronen  

In diesem Kapitel konnten differenzierte Neuronen anhand Immunfluoreszenzfärbungen sowie 

Genexpressionsanalysen charakterisiert werden. Dabei wurden spezifische Zellstrukturen der 

Neuronen wie Axone, Dendriten und synaptische Vesikel visualisiert, welche für eine korrekte 

Funktion der Neuronen essentiell sind. Zudem konnte anhand der molekularbiologischen 

Untersuchung gezeigt werden, dass Neuronen nach 14 Tagen vollständig in M7 ausdifferenziert 

sind. Des Weiteren erzielte eine Kultivierung der Neuronen auf Matrigel hESC eine 

Differenzierung dopaminerger Neuronen, welche im späteren Verlauf dieser Arbeit zur 

Modellierung der degenerativen Parkinsonerkrankung eine bedeutende Rolle spielen. Diese 

Resultate fungierten als Basis zur Etablierung der Neuronen in einem NVU-Modell.  

3.2.2 Etablierung der NVU im Transwell 

Die dichte Barriere der BBB wird von Endothelzellen im Blutgefäß gebildet und gewährleistet 

einen kontrollierten Stoffaustausch zwischen dem zirkulierenden Blut und dem umliegenden 

Hirngewebe.347,348 Während Perizyten das Blutgefäß der Endothelzellen flach ummanteln, stehen 

Astrozyten mit ihren langen Ausläufern mit dem Endothel sowie mit Neuronen in Kontakt.18,97 

Dabei beträgt das in vivo Verhältnis von Perizyten und Endothelzellen im ZNS im Vergleich zur 

Retina (1:1) 1:3-4.90,349 Währenddessen sind Mikroglia als wichtiger Bestandteil der NVU an der 

Immunantwort im Gehirn beteiligt.350 Es ist bekannt, dass Neuronen neben Astrozyten und 

Perizyten für die Aufrechterhaltung und Entwicklung der Barriereintegrität in der BBB von 

Bedeutung sind.97,351,352 So spielen Neuronen in vivo eine Schlüsselrolle in der Induktion und 

Aufrechterhaltung der BBB.117,353 Auch aktivierte Mikroglia können die Expression essentieller 

Tight Junctions beeinflussen.350 Darüber hinaus sind Neuronen und Mikroglia für eine 

Modellierung von inflammatorischen Prozessen wie in Parkinson von großer Bedeutung.350,354,355 

Zur Rekonstruktion eines authentischen in vitro NVU-Modells erfolgte eine Inkorporation der 

iPSC differenzierten Neuronen zusammen mit Mikroglia, Astrozyten (HA), Perizyten (HBVP) 

sowie Endothelzellen (hCMEC/D3). Als Grundlage diente das etablierte BBB-Modell von 

Dr. R. Pfister und Dr. V. Kappings bestehend aus hCMEC/D3, HA und HBVP.14,72 Neben den iPSC 

differenzierten Neuronen aus Kapitel 3.2.1 wurden im Rahmen dieser Arbeit kommerziell 

erwerbliche immortalisierte humane Mikroglia (HM) verwendet. Primäre humane Mikroglia 

wurden (wie hCMEC/D3) mithilfe einer Transduktion eines lentiviralen Vektors (SV40 T Antigen) 

immortalisiert, womit eine Kultivierung von über 30 Passagen ermöglicht wird.356,357  



Ergebnisse und Diskussion 

 98 

Da Neuronen eine definierte Mikroumgebung für eine korrekte Funktionalität und Wachstum 

benötigen, wurde angenommen, dass die von Dr. R. Pfister14 etablierten 

Kultivierungsbedingungen überprüft und entsprechend modifiziert werden müssen. Um 

verschiedene Bedingungen für eine Kokultur zu testen, wurden Vorversuche in planaren 

Well-Platten sowie Transwell-Systemen einer Porengröße von 0,4 µm durchgeführt. Bei einer 

Kultivierung im Transwell-System kann ähnlich wie im vasQchip ein Gewebemodell mit einer 

„Blutseite“ (apikal) und einer „Gewebeseite“ (basal) integriert werden. Im NVU-Modell wurden 

Neuronen zusammen mit HM, HA und HBVP im basalen Kompartiment auf der 

„Hirngewebeseite“ kultiviert. Dabei konnte eine Kultivierung der Zellen im basalen 

Kompartiment auf dem Boden der Well-Platte oder auf der porösen Membran erfolgen. In den 

folgenden Versuchen wurden die Kultivierungsbedingungen im Transwell-System mithilfe von 

Wachstumskurven, Genexpressionsanalysen, Immunfluoreszenzfärbung sowie Messungen zur 

Barriereintegrität überprüft. Dabei lag der Fokus auf das Wachstum der Zellen und der 

Ausbildung zelltypischer Marker sowie der Ausbildung einer dichten Barriere im Endothel. Die 

daraus resultierenden Ergebnisse wurden im nächsten Schritt auf ein NVU-Modell im vasQchip 

übertragen. 

3.2.2.1 Untersuchung eines geeigneten Nährmediums 

Für eine simultane Kultivierung aller fünf Zelltypen ist die Bestimmung eines geeigneten 

Nährmediums erforderlich. Das Nährmedium sollte ein Wachstum aller Zellen begünstigen und 

die Barrierefunktion der hCMEC/D3 unterstützen. Dr. V. Kappings und Dr. R. Pfister konnten 

bereits das KM als ideales Medium zur Kokultivierung von HBVP, HA und hCMEC/D3 

ermitteln.14,40 Dabei war ein starkes Wachstum der Zelltypen sowie der Nachweis zelltypischer 

Marker möglich. KM ist das Kultivierungsmedium der hCMEC/D3 und wird nach 2 Tagen zur 

Differenzierung des Endothels vom Differenzierungsmedium (DM) ersetzt. Diese Nährmedien 

eignen sich speziell zur Kultivierung der Hirnendothelzellen und unterstützen die Ausbildung 

einer Barriere, welche für eine erfolgreiche Funktion der BBB ausschlaggebend ist. Dies konnte in 

der Arbeit von Dr. R. Pfister umfangreich belegt werden.14 Jedoch unterscheidet sich das 

Differenzierungsmedium der Neuronen wesentlich von dem bislang verwendetem 

Kultivierungsmedium der hCMEC/D3. Der entscheidende Unterschied liegt an der Komponente 

Fetalem Kälberserum (Fetal bovine serum, FBS), welches dem Medium der Neuronen (M7) nicht 

zugesetzt wird. FBS wird aus dem Blut des Rinderfötus gewonnen und zählt bis heute zu den 

wichtigsten Bestandteilen verschiedener Nährmedien.358 Es enthält zahlreiche wichtige Proteine 

und Wachstumsfaktoren, wobei eine genaue Zusammensetzung des FBS bislang nicht vollständig 

charakterisiert werden konnte.358,359 In den folgenden Kapiteln wurde zunächst untersucht, ob eine 

Kultivierung sowie Differenzierung von Neuronen in KM trotz FBS möglich ist.  

3.2.2.1.1 Eignung von KM zur Kultivierung der Neuronen 

Um eine Differenzierung und das Wachstum der Neuronen in KM zu überprüfen, wurden NSC in 

KM ausgesät und bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Zur Kontrolle wurden die Neuronen analog in 

ihrem Spezialmedium M7 ausgesät. Nach 14 Tagen konnten die Zellen mithilfe einer 
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Immunfluoreszenzfärbung auf die Ausbildung des neuronalen Markers ß-III Tubulin 

mikroskopisch untersucht werden (Abbildung 69). Hierbei konnte der neuronale Marker 

ß-III Tubulin in den mit KM kultivierten Zellen nicht nachgewiesen werden. Da eine Detektion von 

ß-III Tubulin in den mit M7 kultivierten Zellen möglich war, lässt dies auf eine Inkompatibilität 

von KM zur Kultivierung neuronaler Zellen schließen. Womöglich lag die Ursache an dem in KM 

enthaltenen FBS und den fehlenden essentiellen Wachstumsfaktoren zur neuronalen 

Differenzierung. Auch in der Literatur werden mögliche negative Auswirkungen auf die 

neuronale Differenzierung durch die in FBS enthaltenen Wachstumsfaktoren beschrieben.360-362 

Somit ist KM für eine Differenzierung und Kultivierung der Neuronen nicht geeignet.  

 

 

Abbildung 69: Immunfluoreszenzfärbung differenzierter Neuronen in M7 und KM. 2,5×104 NSC pro cm2 wurden 
in Matrigel hESC beschichtete Wells einer 24-Well-Platte in M7 sowie in KM ausgesät. Es folgte eine Kultivierung 
von 14 Tagen bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Anschließend 
wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und eine 
Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie wurden die spezifischen 
Zellstrukturen visualisiert (ZEISS LSM 800). Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin. Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

3.2.2.1.2 Wachstumskurve 

Im Folgenden wurde ein geeignetes Nährmedium für eine Kokultivierung aller Zelltypen mithilfe 

von Wachstumskurven ermittelt. Dabei war es wichtig, dass das Nährmedium neben dem 

Wachstum der Zellen auch eine Differenzierung der Neuronen ermöglicht. Da Neuronen aufgrund 

ihrer Sensibilität spezifische Anforderungen an das Medium stellen, wurde die Verwendung des 

neuronalen Mediums für eine erfolgreiche Differenzierung und eine korrekte Funktion als 

notwendig erachtet. Jedoch ist zu beachten, dass eine Wachstumskurve keine konkrete Aussage 

über eine erfolgreiche Differenzierung von Neuronen vermittelt. Um eine neuronale 

Differenzierung zu validieren, müssen immunhistochemische oder molekularbiologische 

Untersuchungen zur Expression neuronaler Marker durchgeführt werden. Folglich wurden 
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lediglich hCMEC/D3, HBVP, HA und HM für Wachstumskurven verwendet. Dabei wurde das 

Wachstum der vier Zelltypen im Neuronenmedium M7 sowie in einem 1:1 Gemisch aus M7 und 

dem Basalmedium (BM), benannt als M7 1:1 BM, untersucht. BM dient als Basis für das KM und 

kann nach Zugabe weiterer Wachstumsfaktoren, Hydrocortison, FBS und Penicillin-Streptomycin 

zur Kultivierung der hCMEC/D3 verwendet werden. Bereits in der Literatur wird BM zur 

Kultivierung von NVU-Modellen herangezogen.363,364 Somit wäre denkbar, dass das BM, welches 

bereits essentielle Wachstumsfaktoren enthält, ein Wachstum der Zelltypen in Abwesenheit von 

FBS begünstigen könnte.  

Schlussendlich wird die Adhäsion einer Zelle durch eine passende Mikroumgebung mit 

geeigneten Parametern gewährleistet. Dies lässt vermuten, dass ideale Kultivierungsbedingungen, 

wie beispielsweise ein geeignetes Nährmedium, die Viabilität sowie eine Adhäsion der Zellen auf 

einer Wachstumsoberfläche begünstigen. Daher wurde zusätzlich das Wachstum der vier 

Zelltypen in M7 1:1 BM untersucht, welche zunächst 3 h in KM kultiviert wurden. Eine Inkubation 

in KM sollte die Adhäsion begünstigen und damit ein schnelleres Wachstum der Zellen 

sicherstellen. Dazu wurden hCMEC/D3, HBVP, HA und HM in KM ausgesät, woraufhin nach 3 h 

das Medium durch M7 1:1 BM ausgetauscht wurde. Zur Kontrolle wurden die jeweiligen 

Zelltypen in ihren eigenen Spezialmedien AM, MM, PM und KM kultiviert. MM ist das Medium 

der Mikroglia, AM das Medium der Astrozyten und PM das Medium der Perizyten. Zur 

Untersuchung des Wachstumsverhaltens wurden HBVP, HA, HM sowie hCMEC/D3 in den zu 

untersuchenden Medien ausgesät und bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. An Tag 1, 2, 3, 4 und 7 

wurde die Gesamtzellzahl bestimmt. Die erhaltenen Wachstumskurven sind in Abbildung 70 

aufgeführt. Alle Zelltypen erzielten in ihrem Spezialmedium die stärkste Proliferation. Gefolgt von 

M7 1:1 BM, welches das KM nach einer Kultivierung von 3 h ersetzte. Dagegen wies eine 

Kultivierung ausschließlich mit M7 1:1 BM ein vermindertes Wachstum auf. Das neuronale 

Medium M7 zeigte die niedrigsten Proliferationsraten. Zusammenfassend erzielte eine 

Kultivierung der vier Zelltypen in M7 1:1 BM (nach 3 h KM) eine starke Proliferation. Damit 

konnte gezeigt werden, dass ein dreistündiges Anwachsen der Zellen in KM die Proliferation der 

Zelltypen in M7 1:1 BM förderte und damit die Proliferationsraten an Tag 7 um 22-99 % steigerte.  
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Abbildung 70: Wachstumskurven von HA, HBVP, hCMEC/D3 und HM. 5×103 Zellen wurden in 
100 µl Nährmedium in Wells einer 96-Well-Platte ausgesät. Dabei wurden die Medien M7 und M7 1:1 BM 
untersucht. Des Weiteren wurde die Proliferation der Zelltypen in M7 1:1 BM analysiert, welche zunächst 3 h in 
KM kultiviert wurden (M7 1:1 BM nach 3 h). Zur Kontrolle wurden die jeweiligen Spezialmedien der Zellen 
verwendet. Es folgte eine Inkubation über einen Zeitraum von 7 Tagen bei 37 °C und 5 % CO2. Ein Mediumwechsel 
erfolgte alle 2 bis 3 Tage. An Tag 1, 2, 3, 4 und 7 wurde die Gesamtzellzahl ermittelt. Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n =3 berechnet. 

3.2.2.1.3 Nachweis zellspezifischer Marker der Zelltypen der NVU  

In einem geeigneten Medium zur erfolgreichen Kokultivierung der Zellen müssen neben einer 

Proliferation auch die zelltypischen Marker für eine korrekte Funktion beibehalten werden. 

Folglich wurde analog zur Wachstumskurve die Morphologie sowie die Ausbildung spezifischer 

Marker in allen Zelltypen in M7 1:1 BM untersucht. Dafür wurden HBVP, HA, HM und 

hCMEC/D3 in µ-Slide 8 Wells in KM ausgesät. Nach 3 h wurde das Medium durch M7 1:1 BM 

ersetzt. Um einen zusätzlichen Stressfaktor durch einen Mediumwechsel zu verhindern, wurden 

NSC direkt in M7 1:1 BM ausgesät und differenziert. Zur Kontrolle wurden alle fünf Zelltypen in 

ihren Spezialmedien ausgesät. Die Zellen wurden nach 14 Tagen anhand ihrer zellspezifischen 

Marker mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung charakterisiert. Hierfür wurden die Marker 

α-SMA für HBVP, GFAP für HA, CD11b für HM, ß-III Tubulin für Neuronen und CD31 sowie 

VE-Cadherin für die Ausbildung einer dichten Endothelzellschicht analysiert. CD11b ist ein 
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Zelladhäsionsmolekül und wird vor allem in Makrophagen, somit auch in Mikroglia, exprimiert 

und fungiert damit als zelltypischer Marker der Mikroglia.365,366 Mithilfe inverser 

Konfokalmikroskopie konnten die zellulären Strukturen visualisiert werden (Abbildung 71).  

 

 

Abbildung 71: Visualisierung spezifischer Zellstrukturen von HA, HBVP, HM, hCMEC/D3 und Neuronen. 
1×104 HBVP, HM und HA sowie 2×104 hCMEC/D3 wurden in KM in µ-Slide 8 Wells ausgesät. Nach 3 h wurde das 
Medium abgenommen und durch M7 1:1 BM ersetzt. 2,5×104 NSC wurden direkt in M7 1:1 BM ausgesät. Es folgte 
eine Kultivierung von 14 Tagen bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 3 Tage. Anschließend 
wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Zur Visualisierung der 
zelltypischen Strukturen wurde eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Zusätzlich wurden die Zellkerne 
mit Hoechst33342 (blau) gefärbt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnten die spezifischen Strukturen 
visualisiert werden (Leica Stellaris 5 und ZEISS LSM 800). (A) HA, (B) HM, (C) HBVP, (D) Neuronen und 
(E) hCMEC/D3. Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  
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Dabei konnten die zelltypischen Marker CD11b der Mikroglia, α-SMA der Perizyten und GFAP 

der Astrozyten in M7 1:1 BM detektiert werden. Die Morphologie und das Wachstum dieser Zellen 

wies ebenfalls keinen Unterschied zum jeweiligen Spezialmedium auf. Jedoch konnte im Vergleich 

zu den HBVP oder HM nur eine geringe Anzahl der HA immunhistochemisch mit GFAP gefärbt 

werden. Wie in Kapitel 3.1.2.3.1 beschrieben, wird GFAP nur von reaktiven Astrozyten durch 

Verletzungen im ZNS exprimiert.222 Somit ist eine Detektion der Zellen in einem gesunden Gewebe 

erschwert. Dieser Effekt konnte bereits von Dr. D. Ivannikov und Dr. R. Pfister beobachtet 

werden.14,76 

Darüber hinaus konnte eine Differenzierung der Neuronen anhand des neuronalen Markers 

ß-III Tubulin sowie der charakteristischen Morphologie in M7 1:1 BM bestätigt werden. Des 

Weiteren wurde mithilfe der immunhistochemischen Färbung von VE-Cadherin und CD31 ein 

dichtes Endothel der hCMEC/D3 nachgewiesen. Gemäß der Erwartung konnte dabei eine 

verstärkte Akkumulation der Färbung zwischen benachbarten Endothelzellen an den 

Zellkontaktpunkten detektiert werden.  

Somit konnte die charakteristische Morphologie sowie die Ausbildung zelltypischer Marker in 

allen fünf Zelltypen erfolgreich in M7 1:1 BM nachgewiesen werden, nachdem sie 3 h in KM 

angewachsen sind.  

3.2.2.1.4 Untersuchung der Barriereeigenschaften von hCMEC/D3  

Für eine in vitro Rekonstruktion der BBB ist ein besonders dichtes Endothel maßgeblich. 

Dr. R. Pfister konnte bereits mithilfe der hCMEC/D3 ein Endothel im vasQchip etablieren, welches 

die spezifischen Eigenschaften erfüllen konnte.14 Grundlage hierbei waren verschiedene Parameter 

wie Beschichtung, Zellzahl und die Wahl eines geeigneten Kultivierungsmediums. Letzteres kann 

aufgrund der Inkompatibilität mit der neuronalen Differenzierung nicht für eine Rekonstruktion 

des NVU Modells eingesetzt werden. Im vorherigen Kapitel war es möglich, M7 1:1 BM als ein 

geeignetes Medium für eine Kokultivierung ermitteln zu können. Anhand einer 

Immunfluoreszenzfärbung konnte die Expression essentieller Barriere-Proteine wie CD31 und 

VE-Cadherin in den hCMEC/D3 bei einer Kultivierung in M7 1:1 BM nachgewiesen werden. 

Jedoch ist die Ausbildung einer dichten physiologischen Barriere das entscheidende 

charakteristischste Attribut der BBB und sollte daher in einem größeren Ausmaß untersucht 

werden. Dafür wurden quantitative Methoden wie eine RT-qPCR und eine 

TEER (Transendothelial electrical resistance)-Messung eingesetzt.  

3.2.2.1.4.1  TEER-Messung der Barriereintegrität von hCMEC/D3 3.2.2.1.4.1 TEER-Messung der Barriereintegrität von hCMEC/D3 

TEER-Messungen finden neben Permeabilitätstests häufig zur in vitro Quantifizierung der 

Barriereintegrität von Zellen Verwendung. Der TEER-Wert beschreibt den elektrischen 

Widerstand eines endothelialen oder epithelialen Zelllayers und kann ohne eine Zerstörung des 

Zelllayers, direkt in Echtzeit ermittelt werden. Zur Messung des TEER-Wertes werden im apikalen 

und basalen Kompartiment jeweils eine Elektrode in einem leitfähigen Kultivierungsmedium 

positioniert. Dadurch wird ein elektrischer Fluss zwischen den beiden Elektroden ausschließlich 

durch den Zelllayer sowie der semipermeablen PC-Membran ermöglicht. Durch Anlegen einer 
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bekannten Wechselspannung (f = 12,5 Hz) zwischen beiden Elektroden und des resultierenden 

Spannungsabfalls kann hierdurch der elektrische Widerstand ermittelt werden. Dieser ermöglicht 

eine Quantifizierung der Barriereintegrität eines Zelllayers in Transwell- sowie in 

Organ-on-a-chip Systemen. 

Neben spezifischen Transportern ist die Ausbildung eines dichten Netzwerks aus 

Adherens Junctions sowie Tight Junctions zwischen benachbarten Endothelzellen für eine hohe 

Barriereintegrität der in vivo BBB maßgeblich.18,97 Dies gewährleistet einen selektiven und 

zielgerichteten Stoffaustausch zwischen dem Blutgefäß und dem umliegenden Hirngewebe.97 Für 

die in vivo BBB liegt der TEER-Wert zwischen 1200-1800 Ω cm2.367 

Um die Barriereintegrität der hCMEC/D3 in M7 1:1 BM ermitteln zu können, wurde eine 

TEER-Messung durchgeführt. Dr. R. Pfister konnte zeigen, dass eine 0,1 mg/ml Kollagen I 

(10 µg/cm2) beschichtete PC-Membran zur Kultivierung von hCMEC/D3 geeignet ist und die 

Ausbildung einer dichten Barriere begünstigt.14 Daher wurden hCMEC/D3 in einem mit 

0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Transwell-System im Spezialmedium KM apikal ausgesät. 

Nach 3 h wurde das Medium vollständig auf M7 1:1 BM gewechselt. Analog dazu wurden 

hCMEC/D3 ausschließlich in den zugehörigen Spezialmedien (KM/DM) zur Kontrolle kultiviert. 

Anschließend wurde über einen Zeitraum von 3 Wochen an 9 Tagen der elektrische Widerstand 

des Endothels gemessen. Ein Schema zur Messung der TEER-Werte ist in Abbildung 72 dargestellt. 

Zu jeder Messung wurde dabei ein Blank durchgeführt. Hierfür wurde ein mit 

0,1 mg/ml Kollagen I beschichtetes Transwell-System im jeweiligen Medium verwendet.  

 

 

Abbildung 72: Schematische Darstellung der TEER-Messung. (A) 6×104 hCMEC/D3 wurden in einem mit 
0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Transwell-System im Spezialmedium KM apikal ausgesät. Nach 3 h wurde das 
Medium auf M7 1:1 BM vollständig ausgetauscht. Es folgte eine Kultivierung bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Zur TEER-Messung wurde eine apikale sowie eine basale 
Elektrode in ein Transwell-System integriert. Durch das Anlegen einer bekannten Wechselspannung (12,5 Hz) 
konnte durch den Spannungsabfall zwischen beiden Elektroden der elektrische Widerstand des Endothels ermittelt 
werden. (B) Schaltkreis und Widerstände Rz des Zelllayers und RB des Blanks in der TEER-Messung (modifiziert 
nach Srinivasan et al.).367 
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Der Widerstand des Zelllayers RZ ergibt sich durch die Differenz aus dem gemessenen 

Ersatz-Widerstand RErs und dem Blank-Widerstand RB (siehe Gleichung (3) und Abbildung 72):  

 -# = -.-( − -/ (3) 

Der Blank-Widerstand RB beinhaltet dabei den Widerstand des Zellkulturmediums RMed, der 

beschichteten semipermeablen Membran RMem sowie den Widerstand zwischen Elektrode und 

Zellmedium REMI („Electrode medium interface“).367 Anschließend kann der ermittelte 

Zelllayer-Widerstand RZ auf die Oberfläche des Transwell-Systems ATW normiert werden, um den 

flächenunabhängigen Widerstand rz zu bestimmen (siehe Gleichung (4)).367 Dieser kann als 

geometrieunabhängiger Indikator für die Dichtigkeit der Zellschicht betrachtet werden. 

 .# = -# ∙ )01 (4) 

Anhand der ermittelten TEER-Werte konnte eine stärkere Barriereintegrität der hCMEC/D3 in 

M7 1:1 BM im Vergleich zur Kontrolle festgestellt werden (Abbildung 73).  

 

 

Abbildung 73: TEER-Messung von hCMEC/D3 in KM/DM und M7 1:1 BM. 6×104 hCMEC/D3 wurden in einem 
mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Transwell-System im KM apikal ausgesät. Nach 3 h erfolgte ein 
Mediumwechsel mit M7 1:1 BM. Zur Kontrolle wurden hCMEC/D3 ausschließlich in KM und DM (nach 48 h) 
kultiviert. Anschließend folgte eine Kultivierung für 21 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel wurde 
alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 2, 5, 7, 9, 12, 14, 16, 19 und 21 wurde die Barriereintegrität des Endothels 
mithilfe einer TEER-Messung ermittelt. Die erhaltenen Werte wurden auf die Fläche des Transwell-Systems 
normiert. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden berechnet aus n = 3. 

Dabei wurden Messwerte zwischen 30,17 ± 0,50 Ω cm2 und 47,88 ± 1,40 Ω cm2 in den ersten 

14 Tagen ermittelt. In der Literatur werden TEER-Werte der hCMEC/D3 im Bereich von 

30-50 Ω cm2 beschrieben.367-369 Dies konnte anhand der Messungen validiert werden. Die stärkste 

Barrieredichtigkeit konnte an Tag 7 mit 43,42 ± 1,72 Ω cm2 für die Kontrolle und 47,88 ± 1,40 Ω cm2 

in M7 1:1 BM ermittelt werden. Jedoch ist eine deutliche Abnahme der Barriereintegrität in beiden 

Medien ab Tag 9 um bis zu 62,41 % zu beobachten. Um dieses Phänomen zu untersuchen und um 

Löcher im Zelllayer auszuschließen, wurden die Zellen nach dem Experiment zur 
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Charakterisierung der Barriere-Marker VE-Cadherin und CD31 immunhistochemisch gefärbt 

(Abbildung 136 Anhang). Anhand der immunhistochemischen Färbung konnte ein konfluenter 

und intakter Endothelzelllayer nachgewiesen werden. Infolgedessen wurde die Barriere der 

hCMEC/D3 an Tag 7 als ausgebildet definiert und für zukünftige Experimente eingesetzt.  

3.2.2.1.4.2  Nachweis der Expression zelltypischer Marker von hCMEC/D3 3.2.2.1.4.2 Nachweis der Expression zelltypischer Marker 

von hCMEC/D3  

Analog zu den TEER-Messungen wurde eine Genexpressionsanalyse durchgeführt. Hierfür 

wurden hCMEC/D3 und die entsprechende Kontrolle im Transwell-System, wie in 

Kapitel 3.2.2.1.4.1 beschrieben, vorbereitet. Nach 7 Tagen erfolgte eine Quantifizierung der 

Expression essentieller Barriere-Marker mithilfe der RT-qPCR. Die erhaltenen Ergebnisse wurden 

auf die Kontrolle normiert und sind in Abbildung 74 aufgeführt.  

 

 

Abbildung 74: Relative mRNA-Expression essentieller Barriere-Proteine in hCMEC/D3 in M7 1:1 BM. 
6×104 hCMEC/D3 wurden in mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichtete Transwell-Systeme in KM ausgesät. Nach 3 h 
wurde das Medium durch M7 1:1 BM ersetzt. Zur Kontrolle wurde eine Kultivierung der hCMEC/D3 in KM/DM 
verwendet. Es folgte eine Kultivierung für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 
3 Tage durchgeführt. Anschließend wurde die RNA der Zellen isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe der 
farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression der Proteine quantifiziert. Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. 
Die erhaltenen Resultate wurden anhand der DDCt-Methode auf die Kontrolle normiert (= 1). Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, 
**p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

Es zeigte sich in M7 1:1 BM eine erhöhte Expression von CD31 (1,86 ± 0,40), Occludin (4,09 ± 1,14), 

ZO-1 (4,39 ± 0,89), P-gp (2,5 ± 0,85) und VE-Cadherin (3,02 ± 0,97). Lediglich die Expression von 

BCRP (0,63 ± 0,08) und Claudin-5 (0,54 ± 0,16) war erniedrigt. Damit konnte gezeigt werden, dass 

eine Kultivierung der hCMEC/D3 die Expression essentieller Barriere-Marker in M7 1:1 BM erhöht 

und somit die Ausbildung einer dichten Barriere begünstigt. Das Ergebnis wurde anhand der 

TEER-Messungen in Kapitel 3.2.2.1.4.1 bestätigt. Diese Erkenntnis diente als Grundlage zur 

Etablierung des NVU-Modells im Transwell-System in den folgenden Experimenten.  
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Auch Dr. R. Pfister konnte in einer Genexpressionsanalyse belegen, dass eine Kultivierung der 

hCMEC/D3 unter Reduktion von Wachstumsfaktoren und FBS in einer erhöhten Expression 

verschiedener Barriere-Marker resultiert.14 Dieser Effekt konnte von Weksler et al. und Vu et al. 
bestätigt werden.270,370 So konnte gezeigt werden, dass das Anlegen eines Flusses sowie die 

Reduktion essentieller Wachstumsfaktoren die Ausbildung einer dichten Barriere begünstigt.  

3.2.2.2 Kokultur aus Astrozyten und Neuronen im 24-Well 

Astrozyten bilden den größten Anteil der Gliazelltypen im ZNS.371,372 Neben der Ausbildung einer 

dichten Barriere in der BBB sind sie für eine korrekte Funktion sowie Signalweiterleitung der 

Neuronen notwendig.371,373 Sie unterstützen das neuronale Überleben sowie Differenzierung und 

spielen eine große Rolle im Neuritenwachstum und der Synaptogenese.371,373 Es ist bekannt, dass 

Astrozyten-konditioniertes Medium (Astrocyte-conditioned medium) das Wachstum neuronaler 

Zellen fördert, das Absterben unter hypoxischen Zuständen verringert und die elektrische 

Aktivität der Neuronen erhöht.374,375 Dies unterstreicht die Bedeutung der Astrozyten für ein 

funktionsfähiges ZNS. 

Um eine korrekte Funktionsfähigkeit der Neuronen bedingt durch Astrozyten in einem in vitro 

NVU-Modell zu gewährleisten, wurde eine Kokultur aus Astrozyten und Neuronen etabliert. Dies 

erfolgte zunächst unter statischen Bedingungen. Anhand der Literatur konnte gezeigt werden, 

dass ein Neuronen-Astrozyten-Verhältnis von 1:3 eine erhöhte Expression essentieller 

Barriere-Proteine sowie höhere TEER-Werte in Kokultur mit einem Endothel erzielte.105,376 Daher 

wurde dieses Verhältnis zur Etablierung der Kokultur aus Astrozyten und Neuronen verwendet. 

Dafür wurden 5×104 HA in ein mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtetes Well einer 24-Well-Platte in 

KM ausgesät. Dr. R. Pfister konnte zeigen, dass sich eine Beschichtung mit 0,6 mg/ml Kollagen I 

zur Adhäsion von HA auf einer PC-Membran eignet.14 Am nächsten Tag wurde der 

Astrozytenlayer mit Matrigel hESC beschichtet und anschließend mit 1,6×104 NSC besiedelt. Die 

Kultivierung erfolgte in M7 1:1 BM bei 5 % CO2 und 37 °C. Nach 14 Tagen wurden die Astrozyten 

sowie die ausdifferenzierten Neuronen immunhistochemisch gefärbt und mikroskopisch 

visualisiert. Dabei erlaubten die Marker GFAP und ß-III Tubulin die Charakterisierung von 

Astrozyten und Neuronen. Das Ergebnis zeigte, dass eine Differenzierung der Neuronen sowie 

eine Kokultivierung der Zelltypen in M7 1:1 BM unter Ausbildung ihrer zelltypischen Marker 

möglich ist (Abbildung 75).  
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Abbildung 75: Immunfluoreszenzfärbung von HA und Neuronen in Kokultur in M7 1:1 BM. 5×104 HA wurden 
in ein mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtetes Well einer 24-Well-Platte in KM ausgesät. Am nächsten Tag erfolgte 
eine Beschichtung mit Matrigel hESC auf dem Astrozytenlayer. Daraufhin wurden 1,6×104 Neuronen in M7 1:1 BM 
ausgesät. Es folgte eine Kultivierung bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel mit M7 1:1 BM erfolgte alle 2 bis 
3 Tage. Nach 14 Tagen wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und 
eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie wurden die spezifischen 
Zellstrukturen visualisiert (ZEISS LSM 800). Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst 33342. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in 
Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht 50 µm.  

3.2.2.3 Kokultur aus hCMEC/D3 und Neuronen im Transwell-System 

Im Folgenden wurde eine Kokultur aus hCMEC/D3 und Neuronen etabliert. Dies diente zur 

Überprüfung, ob ein Wachstum der Neuronen auf der porösen PC-Membran des 

Transwell-Systems prinzipiell möglich ist. Diese Untersuchung war notwendig, da die Membran 

im vasQchip aus demselben Material besteht. Hierfür wurde die apikale Seite des 

Transwell-Systems mit 0,1 mg/ml Kollagen I und die basale Seite mit Matrigel hESC beschichtet. 

Anschließend wurden 0,6×104 NSC auf der basalen Seite der porösen Membran ausgesät. Um ein 

Anwachsen der NSC auf der porösen Membran zu gewährleisten, wurde das Transwell für 3 h um 

180° gedreht positioniert. Wie in Kapitel 3.2.2.1.4.1 beschrieben, wurde die stärkste 

Barriereintegrität an Tag 7 der hCMEC/D3 in M7 1:1 BM ermittelt. Jedoch ist eine vollständige 

Differenzierung der Neuronen erst nach 14 Tagen gewährleistet. Aus diesem Grund wurden die 

hCMEC/D3 erst 7 Tage später in die apikale Seite des Transwell-Systems eingebracht. Dabei 

wurde, wie in den vorherigen Versuchen beschrieben, ein dreistündiges Anwachsen der 

hCMEC/D3 in ihrem Spezialmedium KM ermöglicht. Somit konnte zum einen eine korrekte 

Differenzierung der Neuronen und zum anderen eine starke Barriereintegrität der hCMEC/D3 an 

Tag 14 sichergestellt werden. Die Kultivierung der Zellen erfolgte in M7 1:1 BM für 14 Tage bei 

5 % CO2 und 37 °C. Anschließend wurden die Zelltypen der Kokultur mithilfe einer 

Immunfluoreszenzfärbung charakterisiert. Hierbei wurde für hCMEC/D3 der Barriere-Marker 

VE-Cadherin und für Neuronen ß-III Tubulin gewählt. Die Detektion erfolgte über konfokale 

Fluoreszenzmikroskopie und z-stack Messungen. Anhand der horizontalen 3D-Projektion des 

Transwell-Systems sind durch die PC-Membran zwei getrennte Zellschichten aus hCMEC/D3 und 

Neuronen zu erkennen (Abbildung 76). Damit konnte eine Adhäsion der Neuronen auf der 

PC-Membran nachgewiesen und eine erfolgreiche Kokultivierung der beiden Zelltypen unter 

Ausbildung ihrer spezifischen Marker bestätigt werden. 
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Abbildung 76: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker der Kokultur aus hCMEC/D3 und Neuronen 
im Transwell-System. Das Transwell-System wurde apikal mit 0,1 mg/ml Kollagen I und basal mit Matrigel hESC 
beschichtet. Anschließend wurden 0,6×104 NSC basal auf die PC-Membran in M7 1:1 BM ausgesät. Um das 
Anwachsen der NSC auf der Unterseite des Transwell-Systems zu gewährleisten, wurde eine Positionierung um 
180° gedreht für 3 h vorgenommen. Es folgte eine Inkubation bei 5 % CO2 und 37 °C. Nach 7 Tagen wurden 
6×104 hCMEC/D3 apikal eingebracht. Ein Mediumwechsel erfolgte alle 2 bis 3 Tage. Nach weiteren 7 Tagen wurden 
die Zellen fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und eine 
Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Daraufhin wurden mit inverser Konfokalmikroskopie z-stack Messungen 
durchgeführt (n = 37, Abstand = 3 µm, h = 110 µm, Leica TCS SPE DMI4000B). Anschließend konnten 
Maximalüberlagerungen (A) und 3D-Projektionen (B) erstellt werden. (Bi) zeigt die innere und (Biii) die äußere 
laterale Ansicht der 3D-Projektion. (Bii) stellt die horizontale Ansicht des Transwell-Systems dar. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von VE-Cadherin in hCMEC/D3. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von 
ß-III Tubulin in Neuronen. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 3D-Projektionen wurden mit der 
Leica LasX-Software erstellt. Der Maßstabsbalken entspricht für (A) 25 µm und (B) 20 µm.  

3.2.2.4 Kokultur der NVU-Zelltypen im Transwell  

Nachfolgend wurde ein vollständiges NVU-Modell bestehend aus hCMEC/D3, HA, HBVP, HM 

und iPSC differenzierten Neuronen im Transwell-System etabliert und auf seine Funktion 

evaluiert. 

3.2.2.4.1 Immunfluoreszenzfärbung 

Zur Etablierung des NVU-Modells im Transwell-System wurde die apikale Seite mit 0,1 mg/ml 

und die basale Seite mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Dr. V. Kappings und Dr. R. Pfister 

konnten zeigen, dass eine 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete PC-Membran das Anwachsen von 

HBVP sowie HA fördert. Zudem wird Kollagen I als Beschichtung zur Kultivierung von HM vom 

Hersteller empfohlen. Um ein in vivo 1:3 Verhältnis zwischen Endothelzellen und Perizyten zu 

erzielen, wurden 2×104 HBVP auf die basale Seite des Transwell-Systems in KM ausgesät. Wie zuvor 
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beschrieben, erfolgte eine Positionierung des Transwell-Systems um 180° gedreht, um ein 

Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran zu gewährleisten. Astrozyten erzielen einen Anteil 

von 20-40 % und Mikroglia 5-15 % der Gehirnzellen.377 Zudem wird laut Hersteller empfohlen, die 

immortalisierten HM in einer Zelldichte von 1·104 Zellen/cm2 auszusäen, da diese eine schnellere 

Proliferation als primäre Mikroglia aufweisen. Aus diesem Grund wurde ein 

Astrozyten-Mikroglia-Verhältnis von 5:1 gewählt. Am nächsten Tag wurden auf den 

Perizytenlayer 2×104 HA und 0,4×104 HM in KM simultan nach demselben Prinzip ausgesät. 24 h 

später konnte die basale Seite mit Matrigel hESC beschichtet, das Transwell um 180° positioniert 

und 0,6×104 NSC eingebracht werden. Ab hier erfolgte eine Kultivierung der Zellen in M7 1:1 BM 

bei 5 % CO2 und 37 °C. 7 Tage nach Einbringung der NSC wurden in den apikalen Bereich des 

Transwell-Systems 6×104 hCMEC/D3 in KM ausgesät und das Medium nach 3 h durch M7 1:1 BM 

ersetzt. Eine schematische Darstellung der Besiedlung des Transwell-Systems ist in Abbildung 77A 

aufgeführt. Nach einer siebentägigen Kultivierung wurde das NVU-Modell mithilfe zelltypischer 

Marker immunhistochemisch gefärbt. Jedoch ist eine simultane mikroskopische Aufnahme aller 

Zelltypen aufgrund der Anregungs- sowie der Emissionswellenlängen der Antikörper 

gekuppelten Fluorophore auf drei begrenzt. Zudem erschwert die begrenzte Verfügbarkeit von 

Antikörpern aus verschiedenen Spezies eine simultane Kofärbung der Zelltypen. Aus diesem 

Grund wurde jeweils ein Zelltyp pro Transwell-System charakterisiert. Zum Nachweis der 

hCMEC/D3 wurde der zelltypische Marker CD31, für HBVP α-SMA, für HA GFAP, für HM Ionized 
calcium-binding adapter molecule 1 (Iba-1) und für Neuronen ß-III Tubulin verwendet. Iba-1 ist ein 

17 kDa schweres Zytoplasma-Protein, welches spezifisch von Makrophagen und Mikroglia 

exprimiert wird.378,379 Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnte gezeigt werden, dass eine 

Detektion der jeweiligen Zelltypen unter Ausbildung der zellspezifischen Marker im 

Kokultur-Modell erfolgreich war (Abbildung 77B). Da eine Besiedlung der Transwell-Systeme 

simultan unter denselben Parametern und die Auswahl zur immunhistochemischen Färbung 

zufällig erfolgte, kann von einer erfolgreichen Kokultivierung der Zellen im Transwell-System 

ausgegangen werden.  
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Abbildung 77: Schematische Darstellung und Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker der Kokultur 
aus hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und Neuronen im Transwell-System. Das Transwell-System wurde apikal mit 
0,1 mg/ml und basal mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Anschließend wurde das Transwell um 180° gedreht 
positioniert und mit 2×104 HBVP in KM auf die beschichtete PC-Membran ausgesät. Nach 3 h wurde das 
Transwell-System erneut in der Ausgangslage positioniert. Am nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 
2×104 HA und 0,4×104 HM nach demselben Prinzip in KM. Daraufhin wurde 24 h später das basale Kompartiment 
mit Matrigel hESC beschichtet und 0,6×104 NSC basal auf die PC-Membran in M7 1:1 BM nach demselben Prinzip 
ausgesät. Es folgte eine Inkubation bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. Nach 7 Tagen wurden 6×104 hCMEC/D3 apikal eingebracht. Die schematische Darstellung ist in (A) 
aufgeführt. Nach weiteren 7 Tagen wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen 
blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Daraufhin wurden mit inverser Konfokalmikroskopie 
z-stack Messungen durchgeführt (n = 30, Abstand = 3 µm, h = 90 µm, ZEISS LSM 800). Anschließend konnten 
Maximalüberlagerungen (B) erstellt werden. (Bi) bis (Bv) zeigt die Maximalüberlagerung der zelltypischen 
Strukturen mit Hoechst33342. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Magenta: Immunfluoreszenzfärbung von 
VE-Cadherin in hCMEC/D3. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA in HBVP. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. Cyan: Immunfluoreszenzfärbung von Iba-1 in HM. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht 25 µm.  

3.2.2.4.2 Expression spezifischer Barriere-Marker 

Es ist bekannt, dass Perizyten, Astrozyten, Mikroglia sowie Neuronen für die Ausbildung und 

Aufrechterhaltung der Barriereintegrität und -selektivität der BBB von Bedeutung sind.380 So 

konnte in mehreren TEER-Messungen und Permeabilitätsanalysen gezeigt werden, dass 

Astrozyten die Barrieredichtigkeit der Endothelzellen in vitro durch Sekretion verschiedener 

löslicher Wachstumsfaktoren um den Faktor 2,5 erhöhen konnte.105,381 Ähnliche Effekte konnten 
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durch Neuronen, Mikroglia und Perizyten beobachtet werden.275,380,381 So ist bekannt, dass 

Perizyten die Bildung essentieller Tight Junction-Proteine fördern. Zudem resultiert ein Mangel an 

Perizyten in transgenen Mäusen zu einer erhöhten vaskulären Permeabilität.382  

Durch die poröse PC-Membran des Transwell-Systems ist ein direkter Zellkontakt zwischen den 

Endothelzellen und den Zellen des „Hirngewebes“ über Poren einer Größe von 0,4 µm gegeben. 

In der Literatur konnte bereits gezeigt werden, dass diese Porengröße in einem Transwell-System 

einen physischen Kontakt zwischen den Endfüßchen der Astrozyten und den Endothelzellen 

erlaubt (Contact co-culture system).275 Um den positiven Einfluss der umgebenden Zellen auf die 

Barriere in den hCMEC/D3 zu bestätigen, wurde eine Genexpressionsanalyse durchgeführt. Dafür 

wurde ein NVU-Modell, wie zuvor in Kapitel 3.2.2.4.1 beschrieben, etabliert. Zur Kontrolle 

fungierte die Kultivierung von ausschließlich hCMEC/D3 im apikalen Kompartiment des 

Transwell-Systems. An Tag 14 wurde die Expression essentieller Barriere-Marker quantifiziert. Die 

erhaltenen Ergebnisse wurden dabei auf die Expression der Kontrolle normiert (Abbildung 78).  

 

 

Abbildung 78: Relative mRNA-Expression der Barriere-Marker in hCMEC/D3 im NVU-Modell im 
Transwell-System. Zur Besiedlung des Transwell-Systems wurde das apikale Kompartiment mit 0,1 mg/ml und 
das basale Kompartiment mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Es folgte eine Besiedlung mit 2×104 HBVP in KM. 
Um ein Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran sicherzustellen, wurde das Transwell für 3 h um 180° gedreht 
positioniert. Am nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 2×104 HA und 0,4×104 HM nach demselben Prinzip in 
KM. Nach 24 h wurde der Zelllayer im basalen Kompartiment mit Matrigel hESC beschichtet und 0,6×104 NSC basal 
auf die PC-Membran in M7 1:1 BM nach demselben Prinzip ausgesät. Im Anschluss folgte eine Kultivierung in 
M7 1:1 BM bei 5 % CO2 und 37 °C. Nach 7 Tagen wurden 6×104 hCMEC/D3 apikal eingebracht. Als Kontrolle wurde 
eine Kultivierung ausschließlich mit hCMEC/D3 im Transwell-System verwendet. Ein Mediumwechsel erfolgte 
alle 2 bis 3 Tage. Nach einer weiteren Kultivierung von 7 Tagen wurde die RNA der hCMEC/D3 isoliert, in cDNA 
transkribiert und mithilfe der farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression Barriere-relevanter Proteine quantifiziert. 
Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Die erhaltenen Resultate wurden anhand der DDCt-Methode auf die 
Kontrolle normiert (= 1). Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch 
signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 
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Dabei konnte eine erhöhte Expression aller spezifischer Barriere-Proteine (CD31: 4,29 ± 0,59, 

Occludin: 2,13 ± 0,29, VE-Cadherin: 2,59 ± 0,26, P-gp: 2,84 ± 0,08, BCRP: 2,16 ± 0,10) detektiert 

werden. Die stärkste Hochregulation wurde vom Tight Junction-Protein ZO-1 (4,86 ± 0,73) erzielt. 

Ähnliche Resultate erzielten Malina et al., hierbei konnte in einem Kokultur-Modell im Transwell 

eine Hochregulation der Tight Junction-Proteine ZO-1 sowie Occludin detektiert werden.383Auch 

Gaillard et al. konnte eine erhöhte Expression der Efflux-Pumpe P-gp durch Einfluss von 

Astrozyten im Transwell-System feststellen.384 Delsing et al. waren auch in der Lage in einem 

NVU-Modell aus Endothelzellen, Astrozyten, Perizyten und Neuronen bereits nach 3 Tagen eine 

erhöhte Expression von CD31 und VE-Cadherin zu detektieren.385 Damit konnte der in der 

Literatur beschriebene positive Einfluss der umliegenden Zelltypen auf die Barriere des Endothels 

im NVU-Modell bestätigt werden. 

3.2.2.5 Contact co-culture system und Non-contact co-culture system 

Die Kultivierung des „Hirngewebes“ im basalen Kompartiment des Transwell-Systems kann über 

zwei Methoden erfolgen. Einerseits die Kultivierung an der Unterseite der porösen PC-Membran, 

wodurch ein physischer Zellkontakt zu den Endothelzellen (Contact co-culture system) über die 

Poren ermöglicht wird (Kapitel 3.2.2.4.1). Andererseits die Kultivierung ohne Zellkontakt 

(Non-contact co-culture system) auf der Kultivierungsoberfläche einer Well-Platte. Hierbei erfolgt 

eine Kommunikation zwischen den Zellschichten lediglich durch Sekretion verschiedener 

Wachstumsfaktoren im Nährmedium. In diesem Versuch wurde neben dem etablierten 

Contact co-culture system das Non-contact co-culture system im Transwell-System integriert. Dabei 

wurde mithilfe von TEER-Messungen überprüft, ob der direkte physische Kontakt zwischen 

beiden Zellschichten im Transwell-System die Barriereintegrität der Endothelzellen beeinflusst. 

Hierfür wurde das etablierte NVU-Modell bestehend aus hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und 

Neuronen, wie in Kapitel 3.2.2.4.1 beschrieben, in einem Transwell-System vorbereitet 

(Contact co-culture system). Analog dazu wurden die Zelltypen der „Hirnseite“ für ein 

Non-contact co-culture system auf den Kultivierungsboden der mit Kollagen I beschichteten 

24-Well-Platte ausgesät. Hierbei wurden Transwell-Systeme derselben Porengröße, Beschichtung 

sowie Zelltypen derselben Zellzahl verwendet. Ein Schema der beiden Kokultivierungs-Systeme 

ist in Abbildung 79 dargestellt. Neben den beiden NVU-Modellen wurde zur Kontrolle eine 

Monokultur aus hCMEC/D3 im Transwell-System verwendet. Die Kultivierung erfolgte über 

21 Tage in M7 1:1 BM bei 5 % CO2 und 37 °C. An Tag 2, 5, 7, 9, 12, 14, 16, 19, 21 (nach Einbringung 

der hCMEC/D3) wurden TEER-Messungen durchgeführt. Anhand der ermittelten TEER-Werte 

konnte durch Kokultivierung mit HBVP, HA, HM und Neuronen eine höhere Barriereintegrität 

des Endothels im Vergleich zur Kontrolle detektiert werden. Damit stimmt dieses Ergebnis mit der 

Genexpressionsanalyse aus Kapitel 3.2.2.4.2 überein. Die höchste Barriereintegrität konnte im 

Contact co-culture system mit einem TEER-Wert von 57,13 ± 0,43 Ω cm2 an Tag 7 erzielt werden. 

Bereits in der Literatur konnte dieses Resultat in zahlreichen Studien gezeigt werden.275,376 So 

konnten Delsing et al. in einem NVU-Modell im Transwell höhere TEER-Werte sowie eine 

verminderte Permeabilität im Vergleich zur Monokultur mit hCMEC/D3 ermitteln.385 Ähnliche 
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Ergebnisse erzielten Stebbins et al. durch Kokultivierung mit iPSC-differenzierten Perizyten, 

Neuronen sowie Astrozyten.386 Auch Malina et al. und Vandenhaute et al. konnten diesen Effekt 

belegen.380,387,388 Hierbei wurde eine erhöhte Barriereintegrität mit TEER-Werten bis zu 60 Ω cm2 

sowie eine verminderte parazelluläre Permeabilität festgestellt. Jedoch waren die TEER-Werte des 

Non-contact co-culture systems im Vergleich zum Contact co-culture system geringfügig vermindert. 

Dieses Ergebnis konnte ebenfalls durch zahlreiche Untersuchungen an verschiedenen 

NVU-Modellen im Transwell-System in der Literatur bestätigt werden.275,387,388 Ursächlich hierfür 

könnte die größere Distanz zwischen beiden Zellschichten sein, sodass instabile freigesetzte 

Faktoren der Zellen im basalen Bereich zerfallen bevor sie die Endothelzellschicht erreichen 

können.381 Ähnlich wie in Kapitel 3.2.2.1.4.1 konnte die höchste Barriereintegrität aller drei 

Messreihen an Tag 7 sowie eine Abnahme um bis zu 64,99 % der Messwerte ab Tag 9 festgestellt 

werden. Aufgrund der höheren Barriereintegrität der hCMEC/D3 wurde das etablierte 

NVU-Modell aus Kapitel 3.2.2.4.1 als Contact co-culture system für zukünftige Experimente 

eingesetzt.  

 

 

Abbildung 79: Schematische Darstellung und TEER-Messung des Contact co-culture systems und 
Non-contact co-culture systems. Für das Contact co-culture system wurde das Transwell-System apikal mit 
0,1 mg/ml und basal mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Es folgte eine Besiedlung mit 2×104 HBVP in KM. Hierfür 
wurde das Transwell für 3 h um 180° gedreht positioniert, um das Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran zu 
gewährleisten. Am nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 2×104 HA und 0,4×104 HM nach demselben Prinzip 
in KM. 24 h später wurde eine Beschichtung mit Matrigel hESC (1:100) im basalen Kompartiment durchgeführt 
und 0,6×104 NSC basal auf die PC-Membran in M7 1:1 BM nach demselben Prinzip ausgesät. Es folgte eine 
Kultivierung in M7 1:1 BM bei 5 % CO2 und 37 °C. Nach 7 Tagen konnten 6×104 hCMEC/D3 apikal eingebracht 
werden. Für das Non-contact co-culture system erfolgte eine Einbringung von HBVP, HA, HM und Neuronen auf 
der Kultivierungsoberfläche einer 24-Well-Platte. Zur Kontrolle wurde eine Monokultur von hCMEC/D3 im 
Transwell-System verwendet. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Anschließend erfolgte an 
Tag 2, 5, 7, 9, 12, 14, 16, 19 und 21 (nach Einbringung der hCMEC/D3) eine TEER-Messung. Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. (A) zeigt die schematische Darstellung der beiden 
Kokultur-Systeme. (B) stellt die ermittelten TEER-Werte normiert auf die Kultivierungsfläche dar. 
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3.2.2.6 Kapitelzusammenfassung Etablierung der NVU im Transwell 

Es konnte ein NVU-Modell bestehend aus hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und iPSC-differenzierten 

Neuronen im Transwell-System etabliert und evaluiert werden. Hierfür wurden 

Wachstumskurven, Immunfluoreszenzfärbungen, Genexpressionsanalysen sowie 

TEER-Messungen eingesetzt. Dabei wurde M7 1:1 BM als ein geeignetes Kultivierungsmedium zur 

Kokultur des NVU-Modells ermittelt. Um das Wachstum der Zelltypen in M7 1:1 BM trotz 

Abwesenheit des essentiellen FBS zu steigern, wurde ein Anwachsen sowie eine Kultivierung der 

Zelltypen für mindestens 3 h in KM ermöglicht. Des Weiteren förderte M7 1:1 BM eine 

Differenzierung von Neuronen sowie die Ausbildung einer dichten Barriere der hCMEC/D3. 

Anschließend folgte im nächsten Schritt eine Inkorporation weiterer Zelltypen der NVU. Dabei 

konnte der in der Literatur beschriebene positive Einfluss der umliegenden Zelltypen der NVU auf 

die Ausbildung einer dichten Barriere im Endothel bestätigt werden. Des Weiteren konnte gezeigt 

werden, dass die höchste Barriereintegrität der hCMEC/D3 in einem Kultivierungszeitraum von 

21 Tagen an Tag 7 erzielt wurde. Daher wurde das NVU-Modell 7 Tage nach Einbringung der 

hCMEC/D3 als ausgebildet definiert und in diesem Zustand für zukünftige Experimente 

verwendet. Zusätzlich resultierte eine Kultivierung im Contact co-culture system in einer höheren 

Barriereintegrität des Endothels. Aus diesem Grund wurde eine Kultivierung mit einem 

physiologischen Zellkontakt zwischen den beiden Zellschichten bevorzugt. Diese Erkenntnisse 

fungierten im nächsten Schritt als Grundlage für eine Etablierung der NVU im 

Organ-on-a-chip System vasQchip.  

3.2.3 Etablierung der NVU im vasQchip 

In vivo spielen neben dem Einfluss weiterer Zelltypen auch mechanische Reize wie der Blutfluss 

eine große Rolle in der Ausbildung einer dichten Barriere im Blutgefäß in der NVU.389,390 Wie 

bereits in Kapitel 3.1.1.3 beschrieben, erzeugt der Blutfluss physiologische Scherkräfte, die sich auf 

die Funktion und Morphologie der Endothelzellen auswirken und die Barriereintegrität 

fördern.389,391 So konnten Poller et al. zeigen, dass die Exposition eines artifiziellen Blutstroms den 

TEER-Wert von hCMEC/D3 von 30 Ω cm2 auf 1000-1200 Ω cm2 erhöhte.273 Ferner beschrieben 

Weksler et al. dass physiologische Scherkräfte womöglich größere Auswirkungen auf die 

Barriereintegrität der Endothelzellen haben könnten als der Einfluss umliegender Zelltypen der 

NVU.270 Auch Dr. R. Pfister erzielte in den hCMEC/D3 eine erhöhte Expression der 

Barriere-Proteine CD31, VE-Cadherin, Claudin-5, Occludin sowie ZO-1 durch Exposition einer 

Mikrofluidik.198 

Bislang wurde das NVU-Modell aus Kapitel 3.2.2 statisch in einem Transwell-System kultiviert. 

Dagegen ermöglicht eine Kultivierung im vasQchip durch Integration einer Mikrofluidik eine 

künstliche „Durchblutung“ des NVU-Modells. Dieser artifizielle Blutstrom gewährleistet 

einerseits die für Endothelzellen relevanten physiologischen Scherkräfte und andererseits die 

Versorgung der Zellen im umgebenden Kompartiment mit Nährstoffen. Im Folgenden wurde das 

NVU-Modell nach Kapitel 3.2.2 im vasQchip etabliert. Das BBB-Modell im vasQchip nach 
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Dr. R. Pfister und Dr. V. Kappings diente dabei als Basis.14,72 Anschließend wurde das etablierte 

NVU-Modell mithilfe von Immunfluoreszenzfärbungen, Viabilitätsbestimmungen, 

Expressionsanalysen sowie einem Funktionalitätstest charakterisiert und auf seine Funktion 

überprüft.  

3.2.3.1 Kokultur von Astrozyten und Neuronen im vasQchip 

Neuronen reagieren hinsichtlich ihrer hohen Ansprüche an eine definierte Mikroumgebung sehr 

sensibel auf veränderte Parameter. Im Vergleich zu einer Kultivierung in einer Well-Platte oder 

einem Transwell-System, erfolgt im vasQchip die Kultivierung in einem geschlossenen 

Kompartiment. Dabei herrschen unter anderem ein veränderter Gasaustausch sowie 

Druckverhältnisse. Dies lässt vermuten, dass eine Kultivierung der sensiblen Neuronen im 

umgebenden Kompartiment des vasQchips erschwert sein könnte. Wie zuvor beschrieben, fördern 

Astrozyten in vivo das Wachstum und die korrekte Funktionalität von Neuronen.371,373 Dies gibt 

Grund zur Annahme, dass eine Kokultivierung mit Astrozyten das Wachstum der Neuronen im 

vasQchip begünstigen könnte. Daher erfolgte zunächst eine Kokultur aus Astrozyten und 

Neuronen im umgebenden Kompartiment des vasQchips. Um eine Adhäsion der Neuronen zu 

fördern, erfolgte die Beschichtung und Besiedlung des umgebenden Kompartiments zunächst 

„offen“ ohne Klebering und Deckglas. Dabei wurde der vasQchip um 180° gedreht positioniert 

und gewährleistete somit eine Adhäsion der Zellen am porösen Mikrokanal (siehe Abbildung 80). 

Ein Auslaufen des Mediums aus den Anschlüssen des vasQchips wurde durch Plugs verhindert. 

Durch die „offene“ Kultivierung kann eine für Neuronen schädigende Wirkung durch den beim 

Einsetzen der Plugs induzierten Druck im umgebenden Kompartiment ausgeschlossen werden. 

Nach erfolgter Beschichtung mit 0,6 mg/ml Kollagen I im umgebenden Kompartiment wurden 

5×105 HA in KM eingebracht und bei 5 % CO2 und 37 °C über Nacht kultiviert. Am nächsten Tag 

folgte die Einbringung der Neuronen in einem Neuronen-Astrozyten-Verhältnis von 1:3 (wie in 

Kapitel 3.2.2). Dafür wurde die Astrozytenzellschicht mit Matrigel hESC beschichtet und mit 

16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach 48 h wurde durch Anbringung eines Kleberinges sowie 

Deckglases das umgebende Kompartiment geschlossen. Es folgte der Anschluss an eine 

Spritzenpumpe (Fusion 200 Chemyx), welche kontinuierlich das Nährmedium aus Spritzen über 

Schläuche in den Mikrokanal injiziert. Dabei wurde eine Flussrate von 1,7 µl/min (@ 100 µl/h) und 

eine damit einhergehende Scherstress von 0,027 dyn/cm2 erzeugt (siehe Abbildung 80). In vivo 

beträgt der Scherstress in Venen des Gehirns zwischen 1-4 dyn/cm2 und in Kapillaren 

10-20 dyn/cm2.392 Eine höhere Flussrate wurde zu diesem Zeitpunkt ausgeschlossen, um potentielle 

negative Einwirkungen auf die Neuronen zu verhindern. Ferner wurden in der Literatur zur 

mikrofluidischen Kultivierung von Neuronen in in vitro Organ-on-a-chip Modellen ebenfalls 

Flussraten von 1-3 µl/min verwendet.177,363  
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Abbildung 80: Schematische Darstellung der „offenen“ Besiedlung des umgebenden Kompartiments im 
vasQchip. Eine Beschichtung und Besiedlung des umgebenden Kompartiments des vasQchips erfolgte zunächst 
„offen“, ohne Klebering und Deckglas. Der vasQchip wurde um 180° gedreht positioniert. Die Anschlüsse des 
umgebenden Kompartiments wurden mit Plugs versehen, um ein Auslaufen des Mediums zu verhindern. 
Anschließend kann die PC-Membran beschichtet und die Zellen ausgesät werden. Nachdem das Anwachsen der 
Zellen im umgebenden Kompartiment nach 48 h sichergestellt wurde, konnte durch Anbringung von Klebering 
und Deckglas das Kompartiment geschlossen werden. Der vasQchip wurde nun in die Ausgangsposition 
zurückgedreht. Daraufhin folgte eine mikrofluidische Kultivierung durch Anschluss an eine Spritzenpumpe 
(Fusion 200 Chemyx) bei einer Flussrate von 100 µl/h. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. 

Nach einer 14-tägigen mikrofluidischen Kultivierung wurden HA mit GFAP und Neuronen 

mithilfe von ß-III Tubulin im vasQchip immunhistochemisch visualisiert. Durch inverse 

Konfokalmikroskopie konnte gezeigt werden, dass eine Kokultivierung der Zelltypen unter 

Ausbildung eines dichten neuronalen Netzwerks über einen Zeitraum von 14 Tagen im vasQchip 

möglich war (Abbildung 81).  
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Abbildung 81: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker von HA und Neuronen im vasQchip. Eine 
Beschichtung und Besiedlung des vasQchips erfolgte „offen“. Dabei wurde das umgebende Kompartiment des 
vasQchips mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Anschließend wurden 5×105 HA in KM ausgesät. Am nächsten Tag 
erfolgte eine Beschichtung des Astrozytenlayers mit Matrigel hESC und eine Einbringung von 16,7×104 NSC in 
M7 1:1 BM. Nach 48 h wurde durch Anbringung eines Kleberinges und Deckglases das umgebende Kompartiment 
des vasQchips geschlossen. Daraufhin wurde der vasQchip an eine Spritzenpumpe angeschlossen und bei einer 
Flussrate von 100 µl/h fluidisch bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. Nach 14 Tagen wurden die Zellen im vasQchip fixiert, permeabilisiert, die unspezifischen 
Bindungsstellen blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Daraufhin wurden mit inverser 
Konfokalmikroskopie z-stack Messungen durchgeführt (n = 114, Abstand = 3 µm, h = 339 µm, Leica Stellaris 5). 
Anschließend konnten Maximalüberlagerungen (A) und 3D-Projektionen (B) erstellt werden. (Bi) zeigt die innere 
und (Biii) die äußere laterale Ansicht der 3D-Projektion. (Bii) stellt die horizontale Ansicht des vasQchips dar. 
Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. 3D-Projektionen wurden mit der 
Leica LasX-Software erstellt. Der Maßstabsbalken entspricht für (A) 100 µm und für (B) 200 µm.  

3.2.3.2 Kokultur der NVU im vasQchip und Immunfluoreszenzfärbung  

Zur Rekonstruktion eines vollständigen NVU-Modells wurden weitere Zelltypen der NVU (HBVP, 

HM und hCMEC/D3) in den vasQchip eingebracht. Um das Wachstum der Neuronen im 

umgebenden Kompartiment des vasQchips sicherzustellen, bewährte sich die „offene“ 

Besiedlungsmethode aus Kapitel 3.2.3.1. In Kapitel 3.2.2.5 konnte gezeigt werden, dass ein 

physischer Zellkontakt zwischen dem Endothel und dem „Hirngewebe“ in einer höheren 

Barriereintegrität resultiert. Bei der „offenen“ Besiedlungsmethode ist durch die Kultivierung auf 

der porösen PC-Membran ein physischer Zellkontakt zwischen dem Endothel im Mikrokanal 

sowie den umliegenden Zellen im Kompartiment gegeben. Zur Integration des „Hirngewebes“ 

wurden 5×105 HBVP im umgebenden Kompartiment auf die mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete 

PC-Membran in KM ausgesät und über Nacht kultiviert. Während die HBVP die gesamte Fläche 
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des Kompartiments (4,52 cm2) auskleiden, wird mit den hCMEC/D3 ausschließlich der Mikrokanal 

(0,31 cm2) besiedelt. Hierdurch konnte Dr. R. Pfister durch die Verwendung von 5·105 HBVP und 

7,5·104 hCMEC/D3 ein Verhältnis von 1:3,18 auf der Kontaktfläche erzielen. Dies kommt dem 

naturgetreuen in vivo Perizyten-Endothelzellen-Verhältnis der NVU nahe (1:3-4).90,113,114 Am 

Folgetag konnten 5·105 HA und 1·105 HM in einem 5:1 Verhältnis (Kapitel 3.2.2.4.1) simultan auf 

die ausgebildete Perizytenschicht in das umgebende Kompartiment in KM eingebracht und bei 

5 % CO2 und 37 °C kultiviert werden. 24 h später wurde der Zelllayer mit Matrigel hESC 

beschichtet und mit 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Hierbei wurde das 

Astrozyten-Neuronen-Verhältnis von 3:1 beibehalten (Kapitel 3.2.2.4.1 und 3.2.3.1). Um ein 

Anwachsen der Neuronen auf dem Zelllayer sicherzustellen, erfolgte eine statische Kultivierung 

von 48 h. Anschließend wurde das umgebende Kompartiment durch Anbringung eines 

Deckglases und Kleberinges versiegelt und bei einer Flussrate von 100 µl/h mikrofluidisch 

kultiviert. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen, wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in den mit 

0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal in KM ausgesät. Um eine gleichmäßige Verteilung 

der Zellen im halbrunden Mikrokanal sicherzustellen, wurde der vasQchip für 1 h mit 0,25 rpm im 

vasQturn um die eigene Achse gedreht (Kapitel 3.1.1.2). Nach einer dreistündigen statischen 

Kultivierung in KM zur Regeneration der Zellen wurden die vasQchips erneut an die 

Spritzenpumpe angeschlossen und mikrofluidisch kultiviert. Als Kultivierungsmedium wurde 

M7 1:1 BM verwendet. Nach 7 weiteren Tagen waren die Neuronen ausdifferenziert und das 

NVU-Modell einsatzfähig. Anschließend wurden die zelltypischen Marker der Zelltypen mithilfe 

einer Immunfluoreszenzfärbung visualisiert. Wie in Kapitel 3.2.2.4.1 beschrieben, konnte aufgrund 

der Anregungs- sowie der Emissionswellenlängen der Antikörper gekuppelter Fluorophore keine 

simultane Visualisierung der fünf Zelltypen in einem vasQchip erfolgen. Somit wurde jeder 

Zelltyp anhand eines spezifischen Markers im Kokultur-Modell einzeln immunhistochemisch 

gefärbt. Hierfür wurde für hCMEC/D3 CD31, für HBVP α-SMA, für HA GFAP, für HM Iba-1 und 

für Neuronen ß-III Tubulin gewählt. Die Visualisierung erfolgte durch inverse 

Konfokalmikroskopie und z-stack Messungen. Anhand der horizontalen Ansicht der generierten 

3D-Projektionen in Abbildung 82 sind zwei durch die Membran getrennten Zelllayer im 

Mikrokanal sowie im umgebenden Kompartiment zu erkennen. Gemäß der Erwartung war die 

immunhistochemische Färbung von CD31 in den hCMEC/D3 verstärkt zwischen benachbarten 

Endothelzellen zu beobachten und bestätigte damit einen konfluenten Zelllayer im Mikrokanal. 

HBVP, HA, HM und Neuronen wurden ebenfalls durch ihre zellspezifischen Marker im 

umgebenden Kompartiment bestätigt. Zudem konnte ein dicht ausgebildetes neuronales 

Netzwerk festgestellt werden. Da eine Besiedlung der Kokultur-Modelle simultan unter denselben 

Parametern und die Auswahl zur immunhistochemischen Färbung zufällig erfolgte, kann von 

einer erfolgreichen mikrofluidischen Kokultivierung der fünf Zelltypen im vasQchip ausgegangen 

werden. Dieses Modell diente als Grundlage für weitere folgende Experimente.  

Analog dazu konnten HA, Neuronen und hCMEC/D3 mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung 

simultan in einem vasQchip visualisiert werden (Abbildung 138 Anhang). 
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Abbildung 82: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Strukturen des NVU-Modells im vasQchip. 5×105 HBVP 
wurden in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in KM ausgesät und über Nacht 
bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Am Folgetag wurden 5×105 HA und 1×105 HM in KM eingebracht. 24 h später wurde 
die Zellschicht mit Matrigel hESC beschichtet und mit 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach 48 h wurde das 
umgebende Kompartiment durch Anbringung eines Kleberinges und Deckglases geschlossen. Daraufhin folgte 
eine fluidische Kultivierung mit einer Flussrate von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen, wurde der 
Mikrokanal mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichtet und mit 7,5×104 hCMEC/D3 besiedelt. Es folgte eine fluidische 
Kultivierung über 7 Tage. Alle 2 bis 3 Tage wurde ein Mediumwechsel im umgebenden Kompartiment 
durchgeführt. Für eine Immunfluoreszenzfärbung wurden die Zellen in den vasQchips fixiert, permeabilisiert und 
die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Anschließend konnte eine spezifische Antikörperfärbung der 
jeweiligen zellspezifischen Marker durchgeführt werden. Je vasQchip wurde ein Zelltyp immunhistochemisch 
gefärbt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnten z-stack Messungen generiert werden (n =103-113, 
Abstand = 3 µm, h = 325-338 µm, Leica Stellaris 5). Daraufhin konnte mithilfe der Leica LasX-Software 
3D-Projektionen sowie Maximalüberlagerungen erzeugt werden. (i) stellt die innere laterale, (ii) stellt die 
horizontale und (iii) die äußere laterale 3D-Projektion des Mikrokanals dar. (iv) zeigt die Maximalüberlagerung 
und (v) die Maximalüberlagerung mit Hellfeld. Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Magenta: 
Immunfluoreszenzfärbung von CD31 in hCMEC/D3. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA in HBVP. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. Cyan: Immunfluoreszenzfärbung von Iba-1 in HM. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 
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3.2.3.3 Viabilität und Proliferation der Zellen  

Im menschlichen Gehirn wird eine Versorgung des Gewebes mit Nährstoffen, Sauerstoff und 

Glucose über zahlreiche Blutgefäße sichergestellt.96,393 Dr. R. Pfister und Dr. D. Ivannikov konnten 

zeigen, dass die Versorgung der Zellen mit Nährmedium im Mikrokanal sowie im umgebenden 

Kompartiment des vasQchips durch die Exposition einer Mikrofluidik gewährleistet wird.14,72 

Jedoch bestand das umliegende „Hirngewebe“ in diesen Experimenten lediglich aus Astrozyten 

und Perizyten. Zudem wurden Nährmedien mit FBS verwendet, welche ein Wachstum sowie die 

Viabilität der Zellen fördern.358,394 Darüber hinaus enthielten keine der verwendeten BBB-Modelle 

Neuronen, welche hinsichtlich ihrer Anforderungen an eine Mikroumgebung anspruchsvoll sind 

und eine Kultivierung in M7 1:1 BM (ohne FBS) benötigen. Folglich ist es erforderlich, die Viabilität 

sowie das Proliferationsverhalten der Zellen des Kokultur-Modells im vasQchip zu untersuchen. 

Hierfür wurde ein PrestoBlue Assay sowie eine Lebend-/Tot-Färbung durchgeführt.  

3.2.3.3.1 Lebend-/Tot-Färbung 

Zur Untersuchung der Viabilität wurden die vasQchips, wie in Kapitel 3.2.3.2 beschrieben, mit 

hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und Neuronen besiedelt und über 14 Tage bei einer Flussrate von 

100 µl/h in M7 1:1 BM mikrofluidisch kultiviert. Anschließend konnte die Viabilität der Zellen im 

vasQchip mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM und PI beurteilt 

werden. Das Funktionsprinzip der Lebend-/Tot-Färbung ist in Kapitel 3.2.5.1.1 beschrieben. 

Analog dazu, wurden die Zellkerne der Zellschichten im Mikrokanal sowie im umgebenden 

Kompartiment mit Hoechst33342 visualisiert. Die Ergebnisse sind in Abbildung 83 aufgeführt. 

Anhand der horizontalen 3D-Projektion des vasQchips sind zwei durch die poröse PC-Membran 

getrennte Zelllayer im Mikrokanal sowie im Kompartiment erkennbar. Dabei wiesen beide 

Zellschichten durch PI detektierte nekrotische Zellen auf. Gleichzeitig konnte anhand der 

Calcein-AM Färbung eine deutlich überwiegende Viabilität der Zellen in beiden Kompartimenten 

beobachtet werden.  
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Abbildung 83: Lebend-/Tot-Färbung des NVU-Modells im vasQchip. 5×105 HBVP wurden in das mit 0,6 mg/ml 
Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in KM ausgesät. Daraufhin konnten 24 h später 5×105 HA und 
1×105 HM in KM eingebracht werden. Am Folgetag wurde die Zellschicht mit Matrigel hESC beschichtet und mit 
16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach einer Kultivierung von 48 h wurde das umgebende Kompartiment durch 
Anbringung eines Kleberinges und Deckglases geschlossen. Es folgte eine fluidische Kultivierung mit einer 
Flussrate von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in dem mit 
0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal ausgesät. Im Anschluss erfolgte eine fluidische Kultivierung bei 
einer Flussrate von 100 µl/h über 7 Tage. Alle 2 bis 3 Tage wurde ein Mediumwechsel im umgebenden 
Kompartiment durchgeführt. Daraufhin wurde eine Lebend-/Tot-Färbung mithilfe von PI und Calcein-AM 
durchgeführt. Zusätzlich wurden die Zellkerne mit Hoechst33342 visualisiert. Mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie konnten z-stack Messungen generiert werden (n = 105, Abstand = 3 µm, h =312 µm, 
Leica Stellaris 5). Anhand der Leica LasX-Software wurden 3D-Projektionen erzeugt. (A) stellt die innere laterale, 
(B) stellt die horizontale und (C) die äußere laterale 3D-Projektion des Mikrokanals dar. 
Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Rot: Nekrotische Zellen durch PI. Grün: Lebende Zellen durch Calcein-AM. 
Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 

3.2.3.3.2 PrestoBlue Assay 

Neben dem Nachweis der Zellviabilität mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung erfolgte eine 

Quantifizierung des Proliferationsverhalten der Zellen im umgebenden Kompartiment anhand 

eines PrestoBlue Assays. Hierfür wurden vasQchips, wie in Kapitel 3.2.3.2 beschrieben, mit 

hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und Neuronen vorbereitet und 14 Tage bei einer Flussrate von 

100 µl/h mikrofluidisch kultiviert. Da eine Einbringung der hCMEC/D3 erst an Tag 7 erfolgte, 
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wurde an Tag 7, 9, 10, 12 und 14 ein PrestoBlue Assay im umgebenden Kompartiment 

durchgeführt. Hierfür inkubierte das PrestoBlue Reagenz Resazurin für 3 h in M7 1:1 BM. Die 

Zugabe erfolgte dabei ausschließlich im umgebenden Kompartiment. Der im PrestoBlue Assay 

verwendete membrangängige blaue Farbstoff Resazurin wird in lebenden Zellen durch eine 

NADH-abhängige Reduktion zum rosafarbenen fluoreszierenden Resorufin umgesetzt 

(Abbildung 84).395,396 Eine Fluoreszenzmessung des Resorufins ermöglicht eine Quantifizierung der 

metabolischen Zellaktivität.395,397 Verglichen mit einer Referenz als Startwert kann eine Aussage 

über das Proliferationsverhalten der Zellen über einen ausgewählten Zeitraum erfolgen.  

 

 

Abbildung 84: NADH-abhängige Reduktion des blauen Resazurins zum rosafarbenen fluoreszierenden 
Resorufin. 

Im gemessenen Zeitraum von Tag 7 bis Tag 14 konnte keine signifikante Veränderung in der 

Proliferation festgestellt werden (Abbildung 85).  

 

 

Abbildung 85: PrestoBlue Assay im umgebenden Kompartiment des NVU-Modells im vasQchip. 5×105 HBVP 
sowie 5×105 HA und 1×105 HM wurden nacheinander in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende 
Kompartiment des vasQchips in KM eingebracht. Am Folgetag wurde die Zellschicht mit Matrigel hESC 
beschichtet und 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM ausgesät. Nach 48 h folgte eine fluidische Kultivierung bei einer 
Flussrate von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen, wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in dem mit 
0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal ausgesät. Alle 2 bis 3 Tage wurde ein Mediumwechsel im 
umgebenden Kompartiment durchgeführt. An Tag 7, 9, 10, 12 und 14 wurde ein PrestoBlue Assay durchgeführt. 
Hierfür wurde der Farbstoff Resazurin in das umgebende Kompartiment in M7 1:1 BM für 3 h inkubiert. Im 
Anschluss konnte mithilfe der Fluoreszenzmessung die metabolische Zellaktivität quantifiziert werden. 
Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 
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Allerdings zeigte sich eine leichte Zunahme der metabolischen Aktivität um 13,7 % an Tag 7 sowie 

eine moderate Abnahme um 12,3 % an Tag 10. Da die vasQchips für jede Fluoreszenzmessung 

erneut verwendet wurden, könnte dies eine Abnahme erklären. Möglicherweise verursachten die 

Waschschritte in den vasQchips zum Abtragen des Resorufins eine Ablösung der Zellen im 

umgebenden Kompartiment. Dies könnte eine geringere metabolische Zellaktivität und die daraus 

resultierenden Fluoreszenzintensitäten erklären. Dennoch konnte ein nahezu konstantes 

Proliferationsverhalten der Zellen im umgebenden Kompartiment des vasQchips im gemessenen 

Zeitraum belegt werden.  
Anhand der Lebend-/Tot-Färbung sowie des PrestoBlue Assays konnte trotz höherer Zellzahl, 

anspruchsvoller Neuronen sowie einer Kultivierung in M7 1:1 BM eine überwiegende Viabilität 

sowie ein nahezu konstantes Proliferationsverhalten der Zellen im vasQchip nachgewiesen 

werden. Damit konnte das etablierte NVU-Modell in den folgenden Versuchen weitergehend 

hinsichtlich seiner Funktion charakterisiert werden.  

3.2.3.4 Expression spezifischer Barriere-Marker 

Bereits in Kapitel 3.2.2.4.2 und 3.2.2.5 konnte der positive Einfluss der Zellen im umgebenden 

Kompartiment (HBVP, HA, HM und Neuronen) auf die Barriereintegrität sowie auf die Expression 

essentieller Barriere-Marker des Endothels im statischen Transwell-System gezeigt werden. 

Zahlreiche Studien konnten ähnliche Effekte, resultierend in einer erhöhten Expression, durch eine 

mikrofluidische Kultivierung in einem in vitro BBB- oder NVU-Modell belegen.123,398  

Um den Einfluss der umgebenden Zellen auf die Barriereintegrität der hCMEC/D3 im vasQchip 

unter fluidischen Bedingungen zu untersuchen, wurde die Genexpression verschiedener 

Barriere-relevanter Marker mithilfe einer RT-qPCR untersucht. Für diesen Versuch wurde das 

NVU-Modell im vasQchip, wie in Kapitel 3.2.3.2 beschrieben, vorbereitet. Als Kontrolle wurde eine 

Monokultur aus hCMEC/D3 im vasQchip verwendet. Es folgte eine mikrofluidische Kultivierung 

über einen Zeitraum von 14 Tagen bei einer Flussrate von 100 µl/h. Die ermittelte Expression in 

Relation zur Kontrolle ist in Abbildung 86 dargestellt. Dabei zeigte sich eine erhöhte Expression 

der untersuchten Proteine CD31 (1,98 ± 0,35), Occludin (1,64 ± 0,20), VE-Cadherin (1,43 ± 0,30), 

P-gp (1,77 ± 0,24), BCRP (1,44 ± 0,22) und Claudin-5 (1,45 ± 0,13). Die stärkste Hochregulation 

konnte von ZO-1 (2,57 ± 0,11) detektiert werden. Auch Walter et al. konnten in einem 

mikrofluidischen BBB-Modell aus Astrozyten, Perizyten und Endothelzellen eine 4-fach höhere 

Barriereintegrität sowie eine erhöhte Expression von ZO-1 im Vergleich zur Monokultur aus 

hCMEC/D3 detektieren.399 Ähnliche Resultate erzielten Campisi et al. und Wang et al. in einem 

mikrofluidischen BBB-Modell. So konnte durch eine Kokultur aus Astrozyten, Perizyten und 

Endothelzellen eine erhöhte Expression von ZO-1, Occludin, P-gp und Claudin-5 sowie eine 

verminderte Permeabilität festgestellt werden.87,400 Auch Bang et al. konnten durch Verwendung 

eines mikrofluidischen Kokultur-Modells aus Endothelzellen, Astrozyten und Neuronen eine 

stärkere Barriereintegrität erzielen.401 Des Weiteren ermittelten Wevers et al. eine erhöhte 

Expression der beiden Efflux-Pumpen BCRP und P-gp in ihrem mikrofluidischen NVU-Modell.402 

Damit konnte der in der Literatur beschriebene positive Einfluss der umgebenden Zellen auf die 
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Barriereintegrität des Endothels auch im vasQchip unter Einfluss einer Mikrofluidik bestätigt 

werden.  

 

Abbildung 86: Relative mRNA-Expression essentieller Barriere-Marker in hCMEC/D3 im NVU-Modell im 
vasQchip. Zur Besiedlung des Kompartiments, wurde die PC-Membran „offen“ mit 0,6 mg/ml Kollagen I 
beschichtet. Daraufhin wurden 5×105 HBVP in KM ausgesät. 24 h später erfolgte eine Einbringung von 5×105 HA und 
1×105 HM in KM auf die ausgebildete Perizytenzellschicht. Am Folgetag wurde die Zellschicht mit Matrigel hESC 
beschichtet und mit 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach 48 h wurde das umgebende Kompartiment durch 
Anbringung eines Kleberinges und Deckglases geschlossen. Im Anschluss erfolgte eine fluidische Kultivierung mit 
einer Flussrate von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen wurde der Mikrokanal mit 
0,1 mg/ml Kollagen I beschichtet und 7,5×104 hCMEC/D3 ausgesät. Nach 3 h folgte eine fluidische Kultivierung bei 
einer Flussrate von 100 µl/h über 7 Tage in M7 1:1 BM. Zur Kontrolle wurde eine Kultivierung ausschließlich mit 
hCMEC/D3 im vasQchip in M7 1:1 BM verwendet. Alle 2 bis 3 Tage wurde ein Mediumwechsel im umgebenden 
Kompartiment durchgeführt. Anschließend wurde die RNA der hCMEC/D3 isoliert, in cDNA transkribiert und 
mithilfe der farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression Barriere-relevanter Proteine quantifiziert. Als Referenzgen 
wurde GAPDH verwendet. Die erhaltenen Resultate wurden anhand der DDCt-Methode auf die Kontrolle 
referenziert (= 1). Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante 
Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

3.2.3.5 Funktionalitätstest BCRP Transporter Assay 

Die BBB sorgt für einen selektiven gerichteten Stoffaustausch zwischen dem Blutgefäß und dem 

umliegenden Hirngewebe.18,97 Neben zahlreichen Tight Junctions und Adherens Junctions zwischen 

benachbarten Endothelzellen wird die Barrierefunktion der BBB durch spezifische 

„Gatekeeper“-Transporter, den Efflux-Pumpen, aufrecht erhalten.97,348 Diese sorgen für einen 

aktiven Rücktransport eingedrungener Xenobiotika sowie Wirkstoffe vom Hirn- ins 

Blutsystem.403,404 Daher ist eine Penetration von pharmazeutischen Wirkstoffen in das Hirngewebe 

zur Behandlung von beispielsweise neurodegenerativer Erkrankungen erschwert und somit die 

Wirksamkeit verringert.403,404 Infolgedessen liegt der Fokus bei der Entwicklung neuer 

Arzneimittel, welche die Barriere überwinden können, auf den Efflux-Pumpen der BBB.405 Somit 

ist der Nachweis der Funktionsfähigkeit dieser Transporter, um zukünftig potentielle 

Wirkstoffkandidaten im etablierten NVU-Modell zu testen, von enormer Bedeutung. Wie in 
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Kapitel 1.2.1 beschrieben, gehört BCRP neben P-gp zu den am häufigsten untersuchten 

Efflux-Pumpen der BBB.97,405 Ein bekanntes Zielsubstrat der Efflux-Pumpe BCRP ist das 

Zytostatikum Mitoxantron (MTX), welches vor allem in der Krebstherapie verwendet wird 

(Abbildung 87).406  

 

 

Abbildung 87: Strukturformel des BCRP-Substrats Mitoxantron (MTX) und des BCRP-Inhibitors Ko143. 

Analog zum iBRB-Modell in Kapitel 3.1.2.3.4 wurde die Funktionalität der Barriere in dem im 

vasQchip etablierten NVU-Modell mithilfe eines BCRP Transporter Assays untersucht. Hierbei 

wurde der aktive Transport von MTX in den hCMEC/D3 im exzitatorischen und inhibierten 

Zustand analysiert.407,408 MTX kann durch Penetration ungehindert durch die Zellmembran in die 

Zellen eindringen. Mithilfe der Aktivität von BCRP kann ein Transport von MTX aus den 

Hirnendothelzellen erfolgen. Eine gezielte Inhibierung der Efflux-Pumpe BCRP hindert den 

Rücktransport und führt damit zu einer Akkumulation des MTX in den Zellen.409-411 Aufgrund der 

fluoreszierenden Eigenschaften von MTX kann die Fluoreszenzsteigerung mithilfe von 

Fluoreszenzmessungen quantifiziert werden. Als affiner Inhibitor von BCRP wird häufig Ko143 

eingesetzt (Abbildung 87).407,412 Das Funktionsprinzip des BCRP Transporter Assays ist in 

Abbildung 88 dargestellt.  

 

 

Abbildung 88: Schematische Darstellung des BCRP Transporter Assays. Das fluoreszierende MTX, ein 
Zielsubstrat der BCRP, kann ungehindert in die Zelle penetrieren. Im exzitatorischen Zustand wird das MTX durch 
die Aktivität der Efflux-Pumpe BCRP zurück ins Blutsystem transportiert. Im inhibitorischen Zustand inhibiert 
Ko143 die Aktivität der Efflux-Pumpe, sodass der Rücktransport des MTX verhindert wird. Dies resultiert in einer 
Akkumulation des fluoreszierenden MTX in der Zelle.  
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Für diesen Versuch wurden NVU-Modelle im vasQchip nach Kapitel 3.2.3.2 rekonstruiert und für 

14 Tage bei einer Flussrate von 100 µl/h fluidisch kultiviert. Anschließend erfolgte eine 

Behandlung der NVU-Modelle mit dem BCRP Substrat MTX über den Mikrokanal. Zur Inhibition 

der BCRP Aktivität wurden NVU-Modelle neben MTX simultan mit dem affinen Inhibitor Ko143 

behandelt. Als Nullkontrolle wurden unbehandelte NVU-Modelle verwendet. Nach erfolgter 

Inkubation konnte die Zellzahl der hCMEC/D3 im Mikrokanal bestimmt werden. Anschließend 

wurden die Zellen lysiert, die Fluoreszenz anhand einer Fluoreszenzmessung ermittelt und auf die 

Zellzahl 1×104 normiert. Hierdurch konnte ein verfälschtes Ergebnis aufgrund einer abweichenden 

Zellzahl der hCMEC/D3 in den verschiedenen Mikrokanälen ausgeschlossen werden. In beiden 

ermittelten Werten wurde der Nullwert der unbehandelten Kokultur-Modelle abgezogen. Die 

relativen Fluoreszenzeinheiten (RFU) sind in Abbildung 89 dargestellt.  

 

 

Abbildung 89: BCRP Transporter Assay mit MTX und Ko143 im NVU-Modell im vasQchip. 5×105 HBVP wurden 
in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in KM ausgesät. Am nächsten Tag erfolgte 
eine Einbringung von 5×105 HA und 1×105 HM in KM auf die ausgebildete Perizytenzellschicht. 24 h später wurde 
die Zellschicht mit Matrigel hESC beschichtet und mit 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach einer Kultivierung 
von 48 h wurde das umgebende Kompartiment durch Anbringung eines Kleberinges und Deckglases geschlossen. 
Daraufhin erfolgte eine fluidische Kultivierung mit einer Flussrate von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der 
Neuronen wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in den mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal ausgesät. Nach 
3 h folgte eine fluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h über 7 Tage in M7 1:1 BM. Alle 2 bis 3 Tage 
wurde ein Mediumwechsel im umgebenden Kompartiment durchgeführt. Anschließend wurde der BCRP Assay 
durchgeführt. Hierfür erfolgte eine Zugabe von MTX beziehungsweise MTX simultan mit Ko143 über den 
Mikrokanal der Kokultur-Modelle für 1 h. Als Blank wurden unbehandelte Kokultur-Modelle verwendet. 
Anschließend wurden die hCMEC/D3 aus dem Mikrokanal enzymatisch abgelöst und die Zellzahl bestimmt. 
Daraufhin wurden die Zellen lysiert und es folgte eine Fluoreszenzmessung. Die erhaltenen relativen 
Fluoreszenzeinheiten (RFU) wurden auf die Zellzahl 1×104 normiert. Mittelwerte und Standardabweichungen 
wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 
gekennzeichnet. 

Werden die beiden Werte verglichen, wurde durch die von Ko143 verursachte Inhibition von 

BCRP eine 2,77-fach erhöhte zelluläre MTX-Aufnahme bestimmt. Ähnliche Resultate konnten 

anhand der in der Literatur beschriebenen BCRP-Transporter Assays erzielt werden.273,403,413 Somit 

konnte die Funktionalität der Efflux-Pumpe BCRP im etablierten NVU-Modell nachgewiesen 

werden.  
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3.2.3.6 Kapitelzusammenfassung Etablierung der NVU im vasQchip 

In diesem Kapitel konnte ein mikrofluidisches NVU-Modell bestehend aus hCMEC/D3, HBVP, 

HA, HM und iPSC-differenzierten Neuronen erfolgreich im vasQchip etabliert und auf seine 

Funktion validiert werden. Mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung konnte eine Kokultur der 

NVU-Zelltypen unter Ausbildung ihrer zelltypischen Marker bestätigt werden. Zur Kultivierung 

des Kokultur-Modells wurde das Nährmedium M7 1:1 BM verwendet, welches eine 

Differenzierung der Neuronen sowie die Ausbildung einer dichten Barriere in den hCMEC/D3 

fördert (Kapitel 3.2.2.1). Des Weiteren konnte die Zellviabilität sowie eine nahezu konstante 

Proliferation der Zellen im umgebenden Kompartiment mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung und 

eines PrestoBlue Assays in M7 1:1 BM bestätigt werden. Zudem konnte durch eine 

Genexpressionsanalyse sowie eines Transporter Assays die Funktionalität der Barriere im 

NVU-Modell evaluiert werden.  

Bislang wurde zum Aufbau des NVU-Modells eine Flussrate von 100 µl/h verwendet, welche einen 

korrespondieren Scherstress von 0,027 dyn/cm2 erzeugt. Allerdings herrschen in vivo im Gehirn 

Scherkräfte von 1-4 dyn/cm2 in den Venen und 10-20 dyn/cm2 in den Kapillaren.392 Daher sollte 

dieses Modell zukünftig höheren Flussraten wie beispielsweise 500 µl/min und einem 

korrespondierenden Scherstress von 7,92 dyn/cm2 ausgesetzt werden, um physiologischere 

Bedingungen zu erzeugen. Jedoch müsste hierfür eine Peristaltikpumpe verwendet werden, da die 

Spritzenpumpe nur für sehr geringe Flussraten und Volumina geeignet ist. Da die 

Peristaltikpumpe das Medium kontinuierlich zirkulär im System pumpt, hätte dies neben einer 

erhöhten Flussrate auch den Vorteil einer Anreicherung von essentiellen sekretierten 

Wachstumsfaktoren. Auch für zukünftige Wirkstoffuntersuchungen können in diesem 

Pumpensystem geringere Mengen der potentiellen therapeutischen Wirkstoffe eingesetzt werden.  

Dennoch konnte im Rahmen dieser Arbeit ein vaskularisiertes vollständiges NVU-Modell etabliert 

werden, welches mithilfe weiterer Modifizierungen zukünftig zur effizienteren 

Wirkstoffuntersuchung sowie zur Modellierung degenerativer Erkrankungen eingesetzt werden 

könnte. 

3.2.4 Aktivität der Neuronen 

Eine Reizweiterleitung im Gehirn wird in Form von Aktionspotentialen durch Neuronen 

ermöglicht.137,138,414 Dabei erfolgt die interneuronale Kommunikation hauptsächlich an den 

chemischen Synapsen.137,138,414 Wie in Kapitel 1.2.2.4.1 beschrieben, spielen Calcium-Ionen dabei 

eine bedeutende Rolle. Ca2+ ist als Second messenger an der Regulation zahlreicher neuronaler 

Prozesse beteiligt.415,416 Unter anderem induziert eine Signalweiterleitung an chemischen Synapsen 

eine Änderung der intrazellulären Ca2+-Konzentration. Dies macht Ca2+ zum essentiellen 

Bestandteil der Reizweiterleitung in Neuronen.416-418 

In den folgenden Kapiteln wurde die neuronale Aktivität der iPSC-differenzierten Neuronen 

anhand des Calcium Imagings untersucht. Dabei wurde untersucht, ob die verwendeten Neuronen 
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im etablierten NVU-Modell in der Lage sind elektrische Signale zu übermitteln, um ein neuronal 

funktionsfähiges Modell abbilden zu können.  

3.2.4.1 Calcium Imaging im µ-Slide 8 Well 

Um die Aktivität von Neuronen zu untersuchen, werden häufig fluoreszierende Indikatorstoffe 

verwendet, die fähig sind Ca2+ zu binden. Hierfür findet meist der membrangängige lipophile 

Ester Fluo-4 AM Verwendung (Abbildung 90).419,420 Im Vergleich zu seinem Vorgänger 

Fluo-3 AM, ist Fluo-4 AM photostabiler, stärker in der Intensität und weist eine geringere 

Hintergrundabsoprtion auf.420 Das nicht-fluoreszierende Fluo-4 AM kann ungehindert in die 

Zelle penetrieren und anschließend durch intrazelluläre Esterasen in das fluoreszierende Fluo-4 

gespalten werden (Abbildung 90).420,421 Aufgrund seines hydrophilen Charakters kann Fluo-4 die 

Zellmembran nicht mehr passieren und akkumuliert in der Zelle.420 Dabei ist das fluoreszierende 

Fluo-4 aufgrund seiner hohen negativen Polarisation in der Lage freies intrazelluläres Ca2+ zu 

binden, wodurch die Fluoreszenzintensität mehr als 100-fach verstärkt wird.419,420,422,423 Mithilfe 

von konfokaler Fluoreszenzmikroskopie können somit Änderungen der Ca2+-Ströme in lebenden 

Neuronen während einer Signalweiterleitung in Echtzeit detektiert werden. 

 

 

Abbildung 90: Strukturformel von Fluo-4 AM und Fluo-4. 

Für ein Calcium Imaging der iPSC-differenzierten Neuronen wurden NSC für 14 Tage bei 5 % CO2 

und 37 °C in µ-Slide 8 Wells ausdifferenziert. Anschließend wurden die differenzierten Neuronen 

mit Fluo-4 AM behandelt. Daraufhin konnten mithilfe inverser Konfokalmikroskopie Fluo-4 

gebundene Calcium-Ionen in den Neuronen detektiert werden. Zur Induktion einer höheren 

Aktivität der Neuronen folgte eine Zugabe von 80 mM KCl. Um die Änderung der Ca2+-Ströme 

in einem längeren Zeitabschnitt zu untersuchen, wurde mithilfe konfokaler 

Fluoreszenzmikroskopie eine Videosequenz von 15 min und 89 Bildsequenzen erstellt. Eine 

schematische Darstellung des Calcium Imagings ist in Abbildung 91 dargestellt.  
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Abbildung 91: Schematische Darstellung des Calcium Imagings. (A) 3×104 NSC wurden zur Differenzierung in 
mit Matrigel hESC beschichteten µ-Slide 8 Wells für 14 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in M7 1:1 BM kultiviert. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. (B) Anschließend wurden die Neuronen mit Fluo-4 AM für 
45 min bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Fluo-4 AM kann ungehindert in die Zellen penetrieren und wird dort von 
intrazellulären Esterasen zum fluoreszierenden Fluo-4 gespalten. Dieses akkumuliert in der Zelle und kann freie 
intrazelluläre Calcium-Ionen binden, wodurch die Fluoreszenzintensität gesteigert wird. Dadurch können die 
Ca2+-Ströme in aktiven Neuronen visualisiert werden. Nach der Inkubation wurden die Zellen mit einem 
Extrazellulärpuffer gewaschen. Daraufhin wurde der Puffer mit vorgewärmtem M7 1:1 BM ersetzt. Durch Zugabe 
von 80 mM KCl konnte eine erhöhte Aktivität der Neuronen induziert werden. Mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie wurde die Fluoreszenzänderung aufgrund der dynamischen Ca2+-Ströme in den Neuronen 
detektiert. Dabei wurde eine Videosequenz von 15 min aufgezeichnet. Die Auswertung der Rohdaten erfolgte 
mithilfe der Software CALIMA. 

Die erhaltenen Rohdaten wurden mithilfe der Software CALIMA („CalciumImagingAnalyser“) 

ausgewertet. Dabei konnte die Änderung der Aktivität einzelner Neuronen über die Bildsequenz 

aufgetragen werden. In Abbildung 92B ist die Aktivitätsänderung der vier aktivsten Neuronen 

dargestellt. Es konnten bis zu drei Signale in einem Neuron detektiert werden. Um die Aktivität 

genauer zu untersuchen, wurde eine Heatmap sowie eine Networking Map mithilfe der 

CALIMA-Software generiert (Abbildung 92A). Anhand der Networking Map ist der Austausch 

der elektrischen Signale zwischen einzelnen Neuronen zu verfolgen. Hierfür wurden je zwei 

Neuronen mit einer Linie verbunden, falls diese elektrische Signale ausgetauscht haben. Die 

Heatmap illustriert örtliche Überlagerungen der elektrischen Signale, sodass Bereiche mit 

besonders hoher Neuronenaktivität visualisiert werden können. Die aufgetragene 

Neuronenaktivität wird hierbei in einem Farbcode auf den aktivsten Bereich normiert, welchem 

der Aktivitätswert 1 zugewiesen wird. Anhand der Networking Map und Heatmap konnte eine 

gleichmäßige Verteilung der Neuronenaktivität über das gesamte neuronale Netzwerk detektiert 

werden.  
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In der Hellfeldaufnahme in Abbildung 92A ist eine für Neuronen charakteristische erhöhte 

Ansammlung der Somata zu beobachten. Auffällig ist, dass diese Ansammlungen nicht mit den 

Bereichen hoher Aktivität übereinstimmen. Eine Erklärung hierfür könnte sein, dass in den 

Bereichen mit besonders hoher Zelldichte die Axone durch die dicht gewachsenen Neuronen 

optisch verdeckt werden. Hierdurch kann eine Fluoreszenzänderung der Axone, welche als 

Indikator für die Aktivität dient, durch das Bildauswertungsverfahren lokal schlechter erfasst 

werden. Zusammenfassend konnte jedoch eine hohe Aktivität der differenzierten Neuronen der 

iPSC-Linie HD11 nachgewiesen werden. Auch Schwab et al. konnten durch Verwendung von 

EZ spheres differenzierte Neuronen nach 14 Tagen generieren und die Aktivität mithilfe des 

Calcium Imagings bestätigen.424 

 

 

Abbildung 92: Neuronale Aktivität differenzierter Neuronen der iPSC-Linie HD11. 3×104 NSC wurden in 
M7 1:1 BM auf Matrigel hESC beschichtete µ-Slide 8 Wells ausgesät und für 14 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C 
ausdifferenziert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Nach erfolgter Differenzierung wurde 
zur Untersuchung der neuronalen Aktivität ein Calcium Imaging mithilfe von Fluo-4 AM durchgeführt. Durch 
konfokale Fluoreszenzmikroskopie konnten Videosequenzen von 15 min und eine Bildsequenz von 89 Bildern 
generiert werden (ZEISS LSM 800). Die erhaltenen Rohdaten wurden anschließend mithilfe der Software CALIMA 
ausgewertet. In (Ai) ist das neuronale Netzwerk im inversen Hellfeld dargestellt. (Aii) zeigt die generierte 
Networking Map und (Aiii) die farbcodierte Heatmap des neuronalen Netzwerks aus (Ai). Die vier aktivsten 
Neuronen sind mit ihren Aktivitätsänderungen in (Bi)-(Biv) aufgeführt.  
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Analog dazu wurden differenzierte Neuronen einer anderen humanen iPSC-Linie WTC11NGN2 

für einen Vergleich verwendet. Der Vorteil dieser Neuronen ist, dass die Differenzierung unter 

anderem durch eine induzierte Genexpression erfolgt. In diesem Fall resultiert eine Zugabe des 

Antibiotikums Doxycyclin in einer Überexpression von Neurogenin 2 (NGN2), was mithilfe 

spezifischer Zusätze zu einer neuronalen Differenzierung führt.331 Hierbei ist eine Generierung 

von EZ spheres oder anderen Aggregaten mit NSC-Eigenschaften nicht notwendig. Diese 

Methode findet heutzutage häufig Verwendung und ist einfacher, effizienter und schneller, 

sodass eine vollständige Differenzierung der Neuronen bereits nach 7 Tagen erfolgt.331,425,426  

Zur Untersuchung der neuronalen Aktivität wurden in Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder 

(Masterstudentin, IFG, KIT) NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 in µ-Slide 8 Wells ausgesät und 

für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Das Calcium Imaging wurde wie zuvor beschrieben 

durchgeführt und die erhaltenen Rohdaten mithilfe der Software CALIMA ausgewertet. Das 

Ergebnis ist in Abbildung 93 abgebildet. Im Vergleich zu Abbildung 92 konnte maximal nur ein 

Signal je Neuron detektiert werden. Zudem konnte anhand der Heatmap und der Networking Map 

eine geringere Aktivität der Neuronen sowie eine schlechtere Vernetzung der elektrischen 

Signale beobachtet werden. Damit wiesen die bisher verwendeten Neuronen (Abbildung 92) eine 

höhere Aktivität im gesamten neuronalen Netzwerk auf. Die verminderte Aktivität der 

Neuronen könnte durch eine geringere Kultivierungsdauer von 7 statt 14 Tagen begründet sein. 

Daher sollte diese Vermutung zukünftig überprüft werden. Darüber hinaus konnte in der 

Literatur eine hohe Aktivität der NGN2 differenzierten Neuronen von Ho et al. nachgewiesen 

werden.427  
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Abbildung 93: Neuronale Aktivität differenzierter Neuronen der iPSC-Linie WTC11NGN2. 3×104 NSC wurden 
in M7 1:1 BM auf Matrigel hESC beschichtete µ-Slide 8 Wells ausgesät und für 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C 
ausdifferenziert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Im Anschluss wurde zur Untersuchung 
der neuronalen Aktivität ein Calcium Imaging unter Verwendung von Fluo-4 AM durchgeführt. Mithilfe konfokaler 
Fluoreszenzmikroskopie konnten Videosequenzen von 15 min und einer Bildsequenz von 89 erstellt werden 
(ZEISS LSM 800). Die Rohdaten wurden mithilfe der Software CALIMA ausgewertet. In (Ai) ist das neuronale 
Netzwerk im inversen Hellfeld dargestellt. (Aii) zeigt die generierte Networking Map und (Aiii) die farbcodierte 
Heatmap des neuronalen Netzwerks aus (Ai). Die vier aktivsten Neuronen sind mit ihren Aktivitätsänderungen in 
(Bi)-(Biv) aufgeführt. In Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder.  

3.2.4.2 Calcium Imaging im vasQchip 

Im vorherigen Kapitel konnte die Aktivität der Neuronen in einem µ-Slide 8 Well bestätigt werden. 

Da es sich hierbei um ein statisches System handelt, sollte die Aktivität der Neuronen zusätzlich 

im mikrofluidischen vasQchip untersucht werden. Doch wie in Kapitel 3.2.3.1 nachgewiesen, 

gestaltet sich eine Kultivierung der bisher verwendeten Neuronen (differenziert aus der iPSC-Linie 

HD11) ohne HA in den vasQchips schwierig. Eine Kokultur mit HA würde zwar das Wachstum 

der Neuronen im vasQchip fördern, doch HA enthalten wie Neuronen ebenfalls intrazelluläre 

Calcium-Ionen.108,428 Somit würden durch Fluo-4 auch die Ca2+-Ströme in den HA detektiert 

werden, was zu einem verfälschten Ergebnis führen würde. 

Aus diesem Grund wurden für ein Calcium Imaging im vasQchip differenzierte Neuronen der 

iPSC-Linie WTC11NGN2 (aus Kapitel 3.2.4.1) verwendet. Hierbei konnte anhand einer 

Immunfluoreszenzfärbung mit ß-III Tubulin gezeigt werden, dass diese als Monokultur ohne HA 
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im vasQchip unter Ausbildung eines dichten neuronalen Netzwerks kultivierbar sind 

(Abbildung 139 Anhang).  

Für ein Calcium Imaging im vasQchip wurden NSC in das umgebende Kompartiment ausgesät und 

über einen Zeitraum von 14 Tagen mit einer Flussrate von 100 µl/h bei 5 % CO2 und 37 °C fluidisch 

kultiviert. Die Verwendung von WTC11NGN2 differenzierten Neuronen erlaubte dabei eine 

Besiedlung im „geschlossenen“ Kompartiment. Nach erfolgter Kultivierung wurde das 

Calcium Imaging mithilfe von Fluo-4 AM, wie in Kapitel 3.2.4.1 beschrieben, durchgeführt und die 

erhaltenen Rohdaten mit der Software CALIMA ausgewertet (Abbildung 94).  

 

 

Abbildung 94: Neuronale Aktivität der WTC11NGN2 differenzierten Neuronen im vasQchip. 5×105 NSC der 
iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in M7 1:1 BM in das Matrigel hESC beschichtete umgebende Kompartiment des 
vasQchips ausgesät. Um ein Anwachsen auf der PC-Membran sicherzustellen, wurde der vasQchip um 180° 
gedreht positioniert. Am nächsten Tag folgte ein Anschluss an eine Mikrofluidik bei einer Flussrate von 100 µl/h 
für 14 Tage. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Im Anschluss wurde zur Untersuchung der 
neuronalen Aktivität ein Calcium Imaging unter Verwendung von Fluo-4 AM durchgeführt. Anhand konfokaler 
Fluoreszenzmikroskopie konnten Videosequenzen von 15 min und eine Bildsequenz von 89 Bildern erstellt werden 
(ZEISS LSM 800). Die Rohdaten wurden mithilfe der Software CALIMA ausgewertet. In (Ai) ist das neuronale 
Netzwerk im inversen Hellfeld dargestellt. (Aii) zeigt die generierte Networking Map und (Aiii) die farbcodierte 
Heatmap des neuronalen Netzwerks aus (Ai). Die vier aktivsten Neuronen sind mit den zugehörigen 
Aktivitätsänderungen in (Bi)-(Biv) aufgeführt.  
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Wie bereits in Kapitel 3.2.4.1 konnte hier erneut nur maximal ein elektrisches Signal je Neuron 

detektiert werden. Damit wurde die Vermutung der verminderten Neuronenaktivität aufgrund 

einer kürzeren Differenzierungsdauer aus Kapitel 3.2.4.1 widerlegt. Die Aktivitätsänderungen der 

vier aktivsten Neuronen sind in Abbildung 94B dargestellt. Dabei konnte im Vergleich zum 

Calcium Imaging im µ-Slide 8 Well in Kapitel 3.2.4.1 anhand der Networking Map und Heatmap eine 

leichte Zunahme der Aktivität sowie eine gleichmäßigere Verteilung des Signalaustauschs über 

das Neuronennetzwerk detektiert werden. Die Ursache hierfür könnte neben einer 

mikrofluidischen Kultivierung sowie einer erhöhten Zelldichte in einer längeren 

Kultivierungsdauer (14 statt 7 Tage) liegen. Jedoch konnte eine genauere Untersuchung aus 

zeitlichen Gründen nicht durchgeführt werden.  

Nach erfolgtem Calcium Imaging wurde die Ausbildung eines dichten neuronalen Netzwerks im 

umgebenden Kompartiment des vasQchips überprüft. Hierzu konnten mithilfe inverser 

Konfokalmikroskopie z-stack Messungen der Fluo-4 Färbung durchgeführt werden. Die daraus 

generierten 3D-Projektionen sind in Abbildung 95 dargestellt. Damit konnte die Ausbildung eines 

ausgeprägten dichten neuronalen Netzwerks im vasQchip bestätigt werden.  

 

 

Abbildung 95: Fluo-4 AM Färbung der WTC11NGN2 differenzierten Neuronen im vasQchip. 5×105 NSC der 
iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in M7 1:1 BM in das Matrigel hESC beschichtete umgebende Kompartiment des 
vasQchips ausgesät. Um ein Anwachsen auf der PC-Membran sicherzustellen, wurde der vasQchip um 180° 
gedreht positioniert. 24 h später folgte eine mikrofluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h für 
14 Tage. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Im Anschluss wurde zur Untersuchung der 
neuronalen Aktivität ein Calcium Imaging unter Verwendung von Fluo-4 AM durchgeführt. Anschließend wurden 
zur Beurteilung des neuronalen Netzwerks z-stack Messungen mithilfe inverser Konfokalmikroskopie 
durchgeführt (n = 133, Abstand = 3 µm, h = 396 µm, Leica Stellaris 5). Daraufhin wurden mithilfe der 
Leica LasX-Software 3D-Projektionen erzeugt. (i) stellt die innere laterale, (ii) stellt die horizontale und (iii) die 
äußere laterale 3D-Projektion des Mikrokanals dar. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 

3.2.4.3 Kapitelzusammenfassung Aktivität der Neuronen 

Anhand dieser Resultate konnte zum einen die Neuronenaktivität der bisher verwendeten 

HD11 differenzierten Neuronen statisch nachgewiesen werden. Zum anderen konnte eine 

Neuronenaktivität anhand der aus WTC11NGN2 differenzierten Neuronen erfolgreich im 

vasQchip unter mikrofluidischer Kultivierung belegt werden. Jedoch wiesen die bisher 

verwendeten HD11 differenzierten Neuronen eine höhere neuronale Aktivität sowie eine 
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gleichmäßigere Verteilung des Signalaustauschs über das gesamte neuronale Netzwerk auf. 

Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass ein Signalaustausch zwischen einzelnen Neuronen 

eines Netzwerks im umgebenden Kompartiment des fluidischen vasQchips ermöglicht wird.  

3.2.5 Hydrogel als EZM-imitierende Stützmatrix 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte erfolgreich ein funktionales NVU-Modell mit aktiven Neuronen 

im vasQchip etabliert werden. Jedoch erfolgte die Kultivierung der Zellen im umgebenden 

Kompartiment bislang unter zweidimensionalen Bedingungen. Da eine planare Anordnung des 

„Hirngewebes“ nicht den naturgetreuen Bedingungen entspricht, wurde im Folgenden ein in vivo 

ähnliches dreidimensionales NVU-Modell etabliert. Zur Einbringung eines dreidimensionalen 

„Hirngewebes“ eignet sich das umgebende Kompartiment des vasQchips, um ein naturgetreues 

NVU-Modell erfolgreich abzubilden. Wie zuvor in Kapitel 3.1.3 beschrieben, wird für die 

Generierung einer Dreidimensionalität eine Stützmatrix benötigt, die der Beschaffenheit einer 

EZM nachkommt und die Ausbildung spezifischer Zell-Matrix-Kontakte begünstigt.57,230 Hierfür 

wurde das natürliche Kollagen I-Hydrogel sowie das semi-synthetische Hydrogel GelNB/GelS 

untersucht. Um die Eignung des Hydrogels zu überprüfen wurden die Zellviabilität, die zelluläre 

Ausrichtung sowie die Netzwerkbildung getestet. Da Perizyten in vivo das Blutgefäß flach 

ummanteln und Dr. R. Pfister in ihrer Arbeit bereits ausführlich das Verhalten der Astrozyten in 

den jeweiligen Hydrogelen untersucht hat, wurden hier Neuronen gewählt.14,97 Zudem gestaltet 

sich die Charakterisierung eines geeigneten Hydrogels für Neuronen wesentlich schwieriger, da 

diese im Vergleich zu primären Zellen eine definiertere Mikroumgebung benötigen. Für diesen 

Versuch wurden die bisher verwendeten HD11 differenzierten Neuronen, im Folgenden als 

Neuronen (HD11) benannt sowie die WTC11NGN2 differenzierten Neuronen aus Kapitel 3.2.4, im 

Folgenden als Neuronen (WT11NGN2) bezeichnet, verwendet und miteinander verglichen.  

3.2.5.1 Kollagen I-Hydrogel 

Kollagen ist ein fester Bestandteil des Gehirns.429 Wie bereits in Kapitel 3.1.3.1 erwähnt, weist 

Kollagen als natürlicher Bestandteil der EZM vielzählige RGD- sowie MMP-Sequenzen auf, welche 

eine Adhäsion der Zellen an der Matrix ermöglichen.234 Die dadurch resultierenden 

Zell-Matrix-Kontakte erlauben eine Ausbildung eines zellulären Netzwerks über einen 

dreidimensionalen Raum. Die Polymerisation des natürlichen Kollagen I-Hydrogels wird im 

Vergleich zu den Gelatine-basierten Hydrogelen durch Wärme und der Änderung des pH-Werts 

physikalisch induziert.429 Zudem bestimmt die Konzentration des Kollagens den 

Vernetzungsgrad.429  

3.2.5.1.1 Kultivierung von Neuronen im Kollagen I-Hydrogel 

Für eine Kultivierung von Neuronen im Kollagen I-Hydrogel wurden Kollagen I-Konzentrationen 

von 1 mg/ml sowie 2 mg/ml gewählt. Dabei wurden NSC der iPSC-Linie HD11 in einer 

Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in die jeweilige Gelmatrix eingebracht. Eine 

Polymerisation der Hydrogele erfolgte durch Zugabe von NaOH und einer 
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30-minütigen Inkubation bei 37 °C und 5 % CO2. Nach der Inkubation wurden die vernetzten 

Hydrogele mit M7 1:1 BM überschichtet und über einen Zeitraum von 21 Tagen kultiviert. An 

Tag 21 wurde die Viabilität sowie die zelluläre Ausrichtung anhand einer Lebend-/Tot-Färbung 

unter Verwendung von Calcein-AM und PI untersucht. Mithilfe von inverser 

Konfokalmikroskopie konnten durch z-stack Messungen 3D-Projektionen in einer Höhe von 

300 µm generiert werden. Das Ergebnis ist in Abbildung 96A dargestellt. Zusätzlich wurde mithilfe 

von Fiji der prozentuale Anteil detektierter lebender und toter Zellen quantifiziert 

(Abbildung 96B). Hierbei konnte eine sehr niedrige Viabilität der Neuronen im 1 mg/ml sowie im 

2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel beobachtet werden. Dabei wurde für das 

1 mg/ml Kollagen I-Hydrogel eine Viabilität von 4,61 % und für das 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel 

eine marginal höhere Viabilität mit 8,72 % ermittelt. Somit konnte das Kollagen I-Hydrogel nicht 

den Ansprüchen an eine geeignete Mikroumgebung der Neuronen (HD11) für ein Wachstum 

nachkommen. Damit konnte eindeutig gezeigt werden, dass das Kollagen I-Hydrogel für eine 

Kultivierung der Neuronen (HD11) nicht geeignet ist.  

 

 

Abbildung 96: Viabilität der Neuronen (HD11) in 1 mg/ml und 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogelen. NSC der 
iPSC-Linie HD11 wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl Gelmatrix eingebettet. Als 
Gelmatrix wurden Kollagen I-Hydrogele der Konzentration 1 mg/ml und 2 mg/ml verwendet. Anschließend folgte 
eine Kultivierung über 21 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in M7 1:1 BM Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. An Tag 21 wurde eine Lebend-/Tot-Färbung mit Calcein-AM (grün) und PI (rot) durchgeführt. 
Mithilfe von inverser Konfokalmikroskopie konnten durch z-stack Messungen (n = 61, Abstan = 5 µm, h = 300 µm, 
Leica TCS SPE DMI4000B) 3D-Projektionen und eine Tiefenfärbung anhand der Leica LasX-Software erstellt 
werden. Anschließend wurden mithilfe von Fiji die prozentualen Anteile nekrotischer und lebender Zellen 
quantifiziert. (A) zeigt die 3D-Projektionen und (B) der ermittelte Anteil nekrotischer und lebender Zellen. 
Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

Analog dazu wurde in Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder (Masterstudentin, IFG, KIT) die 

Kultivierung der Neuronen (WTC11NGN2) im Kollagen I-Hydrogel überprüft. Diese wurden 

bereits in Kapitel 3.2.4 auf ihre neuronale Aktivität untersucht und konnten ohne Kokultivierung 

mit HA im vasQchip unter Ausbildung eines dichten neuronalen Netzwerks kultiviert werden. 

Damit wiesen die Neuronen (WTC11NGN2) im Vergleich zu den Neuronen (HD11) ein 

anpassungsfähigeres Wachstumsverhalten gegenüber einer variierenden Mikroumgebung auf.  
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Eine Einbringung dieser Neuronen in die Kollagen I-Hydrogele erfolgte wie zuvor beschrieben 

unter denselben Parametern. Anschließend wurden Lebend-/Tot-Färbungen an Tag 1, 7, 14 und 21 

durchgeführt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnten z-stack Messungen in einer Höhe 

von 300 µm sowie eine Tiefenfärbung an Tag 21 erzeugt werden, um eine bessere Visualisierung 

der Zellen im Hydrogel entlang der z-Ebene zu ermöglichen. Das Ergebnis ist in Abbildung 97 

dargestellt. Es konnte bereits an Tag 1 im 1 mg/ml sowie im 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel eine 

Ausrichtung der Zellen beobachtet werden. Nach 7 Tagen wurden erste neuronale Netzwerke 

durch unterschiedliche Ebenen festgestellt. Jedoch erfolgt die zelluläre Ausrichtung im 

2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel schneller, sodass an Tag 21 ein dichteres ausgeprägteres 

dreidimensionales Neuronennetzwerk zu erkennen ist. Anhand der Tiefenfärbung an Tag 21 

konnte ein beständiges Volumen der Gelmatrizes sowie eine gleichmäßige Verteilung der Zellen 

über den gesamten Kultivierungszeitraum in beiden Gelmatrizes festgestellt werden.  

 

 

Abbildung 97: Lebend-/Tot-Färbung der Neuronen (WTC11NGN2) in 1 mg/ml und 2 mg/ml 
Kollagen I-Hydrogelen. NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in einer Zellkonzentration von 
2,5×106 Zellen/ml in 200 µl Gelmatrix eingebracht. Als Gelmatrix wurden Kollagen I-Hydrogele der Konzentration 
1 mg/ml und 2 mg/ml verwendet. Im Anschluss folgte eine Kultivierung über 21 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in 
M7 1:1 BM. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 21 wurde eine Lebend-/Tot-Färbung 
unter Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) durchgeführt. Mithilfe von inverser Konfokalmikroskopie 
konnten durch z-stack Messungen (n = 61, Abstand = 5 µm, h = 300 µm, Leica Stellaris 5) 3D-Projektionen und eine 
Tiefenfärbung anhand der Leica LasX-Software erstellt werden. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. In 
Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder. 

Zur Quantifizierung der Lebend-/Tot-Färbung wurden die prozentualen Anteile der nekrotischen 

und lebenden Zellen in den Hydrogelen mithilfe von Fiji ermittelt. Anhand Abbildung 98 konnte 

trotz hoher Anzahl von nekrotischen Zellen eine beständige Viabilität in den 1 mg/ml und 

2 mg/ml Kollagen I-Hydrogelen über einen Zeitraum von 21 Tagen zwischen 39,41-57,53 % 

ermittelt werden. Verglichen mit den Neuronen (HD11) in Abbildung 96 konnte neben der 

Ausbildung von dreidimensionalen neuronalen Netzwerken eine bis zu 559,74 % höhere Viabilität 

festgestellt werden. Auch O’Connor et al. konnten bereits im Jahr 2000 durch Einbringung von 

murinen NSC in ein Kollagen I-Hydrogel die Ausbildung eines neuronalen Netzwerks 
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begünstigen.430 Ähnliche Ergebnisse erzielten Antill-O’Brien et al. mit iPSC-differenzierten 

Neuronen.429  

Zusammenfassend eignet sich das Kollagen I-Hydrogel zur dreidimensionalen Kultivierung der 

WTC11NGN2 differenzierten Neuronen und kann somit für weitere Versuche eingesetzt werden.  

 

 

Abbildung 98: Viabilität der Neuronen (WTC11NGN2) in 1 mg/ml und 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogelen. NSC 
der iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl Gelmatrix 
eingebettet. Als Gelmatrix wurden Kollagen I-Hydrogele der Konzentration 1 mg/ml und 2 mg/ml verwendet. 
Daraufhin erfolgte eine Kultivierung über 21 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in M7 1:1 BM. Ein Mediumwechsel wurde 
alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 21 wurde eine Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von 
Calcein-AM (grün) und PI (rot) durchgeführt. Anschließend wurden mithilfe von Fiji die prozentualen Anteile 
nekrotischer und lebender Zellen quantifiziert. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 
ermittelt.  

3.2.5.2 Zweikomponentenhydrogel GelNB/GelS 

In Kapitel 3.1.3.2 wurde für eine Einbettung der retinalen Astrozyten in eine semi-synthetische 

Gelmatrix das Gelatine-basierte Hydrogel GelMA verwendet. Trotz zahlreichem Einsatz als 

Goldstandard in der Literatur weist dieses Hydrogel einige Nachteile auf.431 Für eine ausreichende 

Aushärtung und Funktionalisierung des GelMA-Hydrogels wird eine hohe Konzentration an 

potentiell zytotoxischem Photoinitiator benötigt.14,432 Zudem können bei dieser Reaktion freie 

Radikale entstehen, welche sich negativ auf das Wachstumsverhalten der Zellen auswirken 

können.433 Darüber hinaus können durch unspezifische gegenseitige 

Methacrylatgruppenbindungen, sowie einer Homopolymerisation desselben Gelatinestrangs 

heterogene Gelmatrixstrukturen erzeugt werden, die einer Zell-Matrix-Interaktion 

entgegenwirken können.434 Um diese Aspekten zu umgehen, wurde das Gelatine-basierte 

Zweikomponenten-Hydrogel GelNB/GelS für eine dreidimensionale Kultivierung von Neuronen 

verwendet.  
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3.2.5.2.1 Synthese und Charakterisierung von GelNB/GelS 

Die Synthese und Charakterisierung der Hydrogel-Komponenten GelNB und GelS wurde durch 

M. Sc. A. Grimm (IFG, KIT) und M. Sc. S. Leopold (IFG, KIT) durchgeführt. Als Grundlage diente 

eine Modifizierung der freien Aminogruppen der Gelatine.14,435 Die Synthese der 

Norbornen-funktionalisierenden Gelatine GelNB erfolgte durch eine Aminkupplungsreaktion mit 

5-Norbonen-2-carboxylsäure (NBCA), welche zuvor durch 1-Ethyl-3-3-

dimethylaminopropylcarbodiimid-Hydrochlorid (EDC-HCl) und N-Hydroxysuccinimid (NHS) 

aktiviert wurde.243,435 Die Reaktion ist in Abbildung 99 dargestellt. Die Synthese der 

Thiol-funktionalisierten Gelatine (GelS) erfolgte durch die Reaktion mit 

N-Acetyl-DL-homocysteinthiolacton (AHCT) nach Van Vlierberghe et al. (Abbildung 99).247,436  

 

 

Abbildung 99: Synthese von GelNB sowie GelS und photochemische kovalente Vernetzung zum 
Zweikomponentenhydrogel GelNB/GelS (modifiziert nach Pfister und Göckler et al.).14,435 

Die eingesetzte Menge von NBCA sowie von AHCT bestimmte dabei den Funktionalisierungsgrad 

der beiden Photopolymere GelNB und GelS. Ein höherer Funktionalisierungsgrad resultierte in 

einem höheren Vernetzungsgrad sowie Steifigkeit des verwendeten Hydrogels.247  
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Eine kovalente Vernetzung der beiden Hydrogelkomponenten GelNB und GelS wurde durch 

Zugabe eines Photoinitiators und Anregung mit Licht der Wellenlänge 320-500 nm initiiert und 

erfolgte über eine Thiol-En-Reaktion (Abbildung 99). Im Folgenden wurden drei Hydrogele 

unterschiedlicher Vernetzungsdichte verwendet, welche als GelNB/GelS Low, Medium und High 

bezeichnet wurden.  

3.2.5.2.2 Toxizitätstest LAP Bestrahlung 

Zur Vernetzung des Zweikomponentenhydrogels GelNB/GelS wird ein Photoinitiator sowie eine 

Bestrahlung mit Licht einer geeigneten Wellenlänge benötigt. Als Photoinitiator wurde wie in 

Kapitel 3.1.3.2 LAP verwendet. Im Vergleich zur Vernetzung von GelMA-Hydrogelen reicht eine 

geringere Konzentration des LAP zur Vernetzung der beiden Photopolymere GelNB/GelS aus. 

Statt 0,3 % werden 0,03 % des Photoinitiators verwendet. Um dennoch potentielle zytotoxische 

Einflüsse des LAPs auszuschließen, wurde ein MTT Assay durchgeführt. Das Funktionsprinzip 

erfolgte dabei wie in Kapitel 3.1.3.2.2 beschrieben. Hierfür wurden die Neuronen (HD11) sowie die 

Neuronen (WTC11NGN2) verwendet und miteinander vergleichen. Dabei wurden die Neuronen 

mit sechs unterschiedlichen LAP-Konzentrationen von 0,01 %, 0,03 %, 0,05 %, 0,1 %, 0,3 % und 

0,5 % in M7 1:1 BM für 72 h bei 5 % CO2 und 37 °C behandelt. Da der Photoinitiator unter 

Bestrahlung von Licht in freie Radikale zerfällt (Photolyse) wurde in einem weiteren Versuch die 

mit LAP behandelten Zellen mit einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 für 30 s bestrahlt.241 Die 

Ergebnisse des MTT Assays sind in Abbildung 100 dargestellt.  

 

 

Abbildung 100: Toxizität des Photoinitiators LAP. 1×104 NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 sowie HD11 wurden 
in Matrigel hESC beschichtete Wells einer 96-Well-Platte in M7 1:1 BM ausgesät. Nach erfolgter Differenzierung 
wurden die Zellen mit unterschiedlichen LAP-Konzentrationen für 72 h behandelt. Dabei wurden in einem 
separaten Ansatz die mit LAP behandelten Proben für 30 s bei einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 bestrahlt 
(Omnicure S2000, 320-500 nm). Die Viabilität konnte anschließend mithilfe eines MTT Assays quantifiziert werden. 
(A) zeigt den Toxizitätstest der Neuronen (HD11) und (B) der Neuronen (WTC11NGN2). Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

Für die Neuronen (HD11) wurde ein LD50-Wert von 0,05 % (bestrahlt) und 0,07 % (unbestrahlt) 

bestimmt. Damit konnte gezeigt werden, dass die Zytotoxizität des Photoinitiators aufgrund seines 
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Zerfalls in freie Radikale durch eine Bestrahlung erhöht wird. Dieses Resultat konnte anhand der 

Literatur bestätigt werden.247 Für die Neuronen (WTC11NGN2) konnte ein LD50-Wert von 0,09 % 

(bestrahlt) und 0,26 % (unbestrahlt) ermittelt werden. Auch hier wurde eine höhere Toxizität durch 

Bestrahlung des Photoinitiators beobachtet. Dennoch wiesen die Neuronen (WTC11NGN2) eine 

höhere Viabilität auf. Darüber hinaus konnte in beiden Toxizitätstest eine Abnahme der Viabilität 

mit zunehmender LAP-Konzentration beobachtet werden.  

Zur Vernetzung des GelNB/GelS Hydrogels wird herkömmlich eine Photoinitiator-Konzentration 

von 0,03 % unter Bestrahlung verwendet. Anhand der Toxizitätstests konnte eine Viabilität von 

71,77 % für Neuronen HD11 und 84,73 % für Neuronen WTC11NGN2 bei dieser Konzentration 

festgestellt werden. Zudem ist zu vermuten, dass die durch Photolyse entstehenden freien 

Radikale durch jeden Medienwechsel abgetragen und in ihrer Konzentration verdünnt werden. 

Somit könnte die Toxizität zusätzlich verringert werden. Dieses Phänomen konnte bereits anhand 

von retinalen Astrozyten in Kapitel 3.1.3.2.4 gezeigt werden. 

3.2.5.2.3 Toxizität der Bestrahlung 

Neben einer Toxizität von LAP wurde ebenfalls die Toxizität der Bestrahlung mithilfe eines 

MTT Assays untersucht. Wie zuvor in Kapitel 3.2.5.2.3 beschrieben, kann kurzwellige Strahlung 

zu letalen DNA-Schäden, zur Generierung von ROS sowie zu Mutationen in der DNA führen und 

damit die Viabilität von Zellen dezimieren.248  

Die Untersuchung der Bestrahlungstoxizität erfolgte durch die Variation der beiden Parameter 

Bestrahlungszeit und Leistungsdichte. Dabei wurden die drei Leistungsdichten 500 mW/cm2, 

1000 mW/cm2 und 5000 mW/cm2 in Abhängigkeit von drei Bestrahlungszeiten 10 s, 30 s und 60 s 

untersucht. Hiermit konnte überprüft werden, ob eine kürzere Bestrahlungsdauer bei höherer 

Leistungsdichte in einer geringeren Toxizität resultiert. Für den MTT Assay wurden Neuronen der 

iPSC-Linien HD11 sowie WTC11NGN2 eingesetzt. Hierbei wurden lichtundurchlässige 

96-Well-Platten verwendet, um eine unerwünschte Streuung von Licht in angrenzende Wells zu 

verhindern. Am Folgetag konnte das vorhandene Medium durch frisches Medium ersetzt und die 

Zellen mit unterschiedlicher Leistungsdichte sowie Bestrahlungszeit behandelt werden. Es folgte 

eine Kultivierung für 72 h bei 5 % CO2 und 37 °C. Das Ergebnis des Toxizitätstests ist in 

Abbildung 101 dargestellt. Für die Neuronen (HD11) konnten LD50-Werte von 3782,03 mW/cm2 

(10 s), 3366,33 mW/cm2 (30 s) sowie 2355,15 mW/cm2 (60 s) ermittelt werden. Damit konnte eine 

deutliche Abnahme der Viabilität der Neuronen (HD11) mit zunehmender Bestrahlungsdauer 

sowie Leistungsdichte beobachtet werden. Im Vergleich dazu wurde bei den 

Neuronen (WTC11NGN2) stets eine Viabilität über 59,22 % nachgewiesen. Damit wiesen die 

Neuronen (WTC11NGN2) im Vergleich zu den Neuronen (HD11) eine höhere Viabilität auf. 

Dennoch konnte auch hier eine Abnahme der Viabilität mit zunehmender Bestrahlungsdauer 

sowie Leistungsdichte beobachtet werden. 

Eine Vernetzung des Hydrogels GelNB/GelS erfolgt für gewöhnlich bei einer Bestrahlungsdauer 

von maximal 30 s und einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 (bei 320-500 nm). Hierfür konnte 

eine hohe Viabilität mit 72,92 % (Neuronen WTC11NGN2) und 86,24 % (Neuronen HD11) ermittelt 
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werden. Allerdings konnte anhand des Toxizitätstests über die Viabilität hinaus keine Aussage 

über potentielle Schädigungen der DNA getroffen werden.  

 

 

Abbildung 101: Toxizität der Bestrahlung. Für den MTT Assay wurden 1×104 NSC der iPSC-Linie HD11 sowie 
WTC11NGN2 in Wells einer 96-Well-Platte in M7 1:1 BM ausgesät. Nach erfolgter Differenzierung wurden die 
Neuronen mit unterschiedlichen Leistungsdichten in Korrelation mit verschiedenen Bestrahlungszeiten behandelt 
(320-500 nm, Omnicure S2000). Nach 72 h wurde die Viabilität der Zellen mithilfe des MTT Assays quantifiziert. 
(A) zeigt den Toxizitätstest der Neuronen (HD11) und (B) der Neuronen (WTC11NGN2). Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

3.2.5.2.4 Kultivierung von Neuronen in GelNB/GelS 

Zur Kultivierung von Neuronen (HD11) in einem GelNB/GelS Hydrogel wurden NSC in einer 

Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in die Gelmatrix eingebettet. Hierbei wurde das 

GelNB/GelS Hydrogel mit der Vernetzungsdichte Medium in einer 5%igen Konzentration gewählt. 

Im vorherigen Kapitel konnte eine Viabilität von mindestens 70 % der Neuronen bei einer 

LAP-Konzentration von 0,03 % sowie einer 30 s Bestrahlungsdauer bei einer Leistungsdichte von 

500 mW/cm2 erzielt werden. Somit wurden diese Größenwerte für eine Vernetzung des 

GelNB/GelS Medium Hydrogels verwendet. Nach der photochemischen Vernetzung wurde das 

Hydrogel mit M7 1:1 BM überschichtet und für 21 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. 

Anschließend konnte die Viabilität und zelluläre Ausrichtung der Zellen mithilfe einer 

Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM und PI überprüft werden. Zusätzlich 

erfolgte eine Quantifizierung der nekrotischen und lebenden Zellen im Hydrogel mithilfe von Fiji. 

Das Ergebnis ist in Abbildung 102 dargestellt. Dabei wurde eine niedrige Viabilität mit 10,33 % der 

Neuronen (HD11) ermittelt. Ähnliche Resultate konnten bereits in Kapitel 3.2.5.1.1 durch 

Kultivierung im Kollagen I-Hydrogel erzielt werden. Aufgrund der ermittelten Viabilität von 

86,24 % und 71,77 % der Neuronen (HD11) in den Toxizitätstests in Kapitel 3.2.5.2.2 und 3.2.5.2.3 

ist eine durch LAP oder Bestrahlung verursachte erhöhte Toxizität auszuschließen. Darüber hinaus 

konnte eine Kultivierung im Kollagen I-Hydrogel ohne Zugabe eines Photoinitiators sowie eine 

Bestrahlung mit Licht ebenfalls eine geringe Viabilität erzielen. Die Versorgung der eingebetteten 

Zellen im Hydrogel erfolgt durch Diffusion des Nährmediums in die Gelmatrix. Dies könnte zu 
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einer begrenzten Verfügbarkeit von essentiellen Wachstumsfaktoren geführt haben, was in einer 

geringeren Viabilität der Zellen resultierte. Zudem handelt es sich bei den Neuronen (HD11) um 

sehr anspruchsvolle Neuronen, welche im Vergleich zu den Neuronen (WTC11NGN2) eine 

definiertere Mikroumgebung benötigen (Kapitel 3.2.4 und 3.2.5.1.1). 

 

 

Abbildung 102: Viabilität der Neuronen (HD11) im GelNB/GelS-Hydrogel Medium. NSC der iPSC-Linie HD11 
wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl der Gelmatrix eingebettet. Die kovalente 
Vernetzung wurde durch Zugabe von 0,03 % LAP und einer Bestrahlungsdauer von 30 s bei 500 mW/cm2 induziert 
(Omnicure S2000, 320-500 nm). Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 21 konnte die 
Viabilität der Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) 
untersucht werden. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 61, 
Abstand = 5 µm, h = 300 µm, Leica TCS SPE DMI4000B). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 
3D-Projektionen sowie eine Tiefenfärbung erstellt werden (A). Daraufhin wurde mithilfe von Fiji der prozentuale 
Anteil der nekrotischen und lebenden Zellen quantifiziert (B). Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm. Mittelwerte 
und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

Analog dazu wurden in Kooperation mit B. Sc. K. Stauder (Masterstudentin, IFG, KIT) NSC der 

iPSC Linie WTC11NGN2 in die GelNB/GelS Hydrogele Low, Medium und High in derselben 

Zellkonzentration eingebracht. Eine Vernetzung der 5 % Hydrogele sowie die Kultivierung 

erfolgte wie zuvor beschrieben. Anschließend konnte die Viabilität an Tag 1, 7, 14 und 21 mithilfe 

der Lebend-/Tot-Färbung untersucht und die Viabilität der eingebetteten Zellen in den Hydrogelen 

mit Fiji quantifiziert werden. Das Ergebnis ist in Abbildung 103 und Abbildung 104 dargestellt.  
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Abbildung 103: Lebend-/Tot-Färbung der Neuronen (WTC11NGN2) im GelNB/GelS-Hydrogel. NSC der 
iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl der Gelmatrix 
eingebettet. Als Gelmatrix wurden GelNB/GelS-Hydrogele der Vernetzungsgrade Low, Medium und High 
verwendet. Die kovalente Vernetzung wurde durch Zugabe von 0,03 % LAP und einer Bestrahlungsdauer von 30 s 
bei 500 mW/cm2 induziert (Omnicure S2000, 320-500 nm). Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 konnte die Viabilität der Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter 
Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) untersucht werden. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurden 
z-stack Messungen durchgeführt (n = 61, Abstand = 5 µm, h = 300 µm, Leica Stellaris 5). Anhand der 
Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie eine Tiefenfärbung erstellt werden. Der 
Maßstabsbalken entspricht 200 µm. In Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder. 

Es konnte in den Hydrogelen aller Vernetzungsdichten eine beständige Viabilität zwischen 35,99 % 

und 53,33 % beobachtet werden. Damit konnte im Vergleich zu den Neuronen (HD11) eine bis zu 

416,26 % höhere Viabilität der Neuronen (WTC11NGN2) im GelNB/GelS Hydrogel Medium erzielt 

werden. Darüber hinaus konnte eine Ausrichtung einzelner Zellen an Tag 7 in GelNB/GelS Medium 

sowie an Tag 14 in GelNB/GelS Low und GelNB/GelS High beobachtet werden. Die stärkste 

Ausrichtung der Zellen konnte in GelNB/GelS Medium festgestellt werden. Anhand der 

Tiefenfärbung an Tag 21 wurde eine homogene Verteilung der Zellen im Hydrogel bestätigt. Im 

Vergleich zur Kultivierung im Kollagen I-Hydrogel erfolgte jedoch keine Ausbildung eines 

dichten neuronalen Netzwerks im GelNB/GelS Hydrogel. Das Kollagen I-Hydrogel weist 

gegenüber dem GelNB/GelS Hydrogel geringere mechanische Eigenschaften auf.237 

Möglicherweise kommt diese Eigenschaft der benötigten Mikroumgebung der Neuronen 

(WTC11NGN2) nach.  
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Abbildung 104: Viabilität der Neuronen (WTC11NGN2) in GelNB/GelS-Hydrogelen. NSC der iPSC-Linie 
WTC11NGN2 wurden in einer Konzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl Gelmatrix eingebettet. Als Gelmatrix 
wurde GelNB/GelS-Hydrogele der Vernetzungsgrade Low, Medium und High verwendet. Durch Zugabe von 
0,03 % LAP und einer Bestrahlung von 30 s bei 500 mW/cm2 wurde eine kovalente Vernetzung der Hydrogele 
induziert. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 erfolgte zur Beurteilung 
der Viabilität eine Lebend-/Tot-Färbung. Durch konfokale Fluoreszenzmikroskopie wurde die Färbung visualisiert 
und mithilfe von Fiji der prozentuale Anteil der nekrotischen und lebenden Zellen quantifiziert. Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

3.2.5.3 Kapitelzusammenfassung Hydrogel als EZM-imitierende Stützmatrix 

Das menschliche Gehirn besitzt ein sehr weiches Gewebe, sodass Speichermodule (G‘) von 

< 1000 Pa erzielt werden.429,437 So konnte in vitro gezeigt werden, dass Gelmatrizes mit G‘-Werten 

< 500 Pa eine Differenzierung von Neuronen fördert.429 Durch eine rheologische Charakterisierung 

der GelNB/GelS Hydrogele konnte für GelNB/GelS Low, Medium und High Speichermodule von 

126 Pa, 400 Pa und 521 Pa bestimmt werden.243 Für Kollagen I-Hydrogel wurden G’-Werte 

zwischen 10-800 Pa, je nach Konzentration des Kollagens ermittelt.429,438 Sarrigiannidis et al. 
konnten durch Verwendung eines 1,37 mg/ml Kollagen I-Hydrogel ein Speichermodul von 235 Pa 

bestimmen.438 Damit liegen die ermittelten G‘-Werte der untersuchten Hydrogele im Bereich der 

Steifheit von Hirngewebe und eignen sich in der Theorie zur Rekonstruktion eines NVU-Modells. 

Doch eine Kultivierung der Neuronen (HD11) in den Kollagen I-Hydrogelen sowie in den 

GelNB/GelS-Hydrogelen resultierte in einer niedrigen Viabilität. Aus diesem Grund sind die 

untersuchten Hydrogele für eine Kultivierung der Neuronen (HD11) zur Rekonstruktion eines 

Hirngewebes nicht geeignet. Dennoch ist für eine in vivo ähnliche Rekonstruktion der NVU eine 

Dreidimensionalität unerlässlich. Daher wurden für nachfolgende Experimente zur Modellierung 

eines dreidimensionalen NVU-Modells die differenzierten Neuronen der iPSC-Linie 

WTC11NGN2 verwendet. Diese erzielten eine wesentlich höhere Viabilität in den untersuchten 

Hydrogelen. Zudem konnte die Ausbildung eines dichten neuronalen Netzwerks im 

Kollagen I-Hydrogel sowie eine Ausrichtung einzelner Zellen in GelNB/GelS Medium detektiert 

werden. Des Weiteren konnten WTC11NGN2 differenzierte Neuronen zusammen mit hCMEC/D3, 
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HBVP, HA und HM im etablierten NVU-Modell im vasQchip mikrofluidisch kultiviert werden 

(Abbildung 140 Anhang). Zudem wurde anhand eines Calcium Imagings in Kapitel 3.2.4.2 die 

Aktivität der WTC11NGN2 differenzierten Neuronen im vasQchip nachgewiesen. Außerdem 

ermöglicht die einfache und effizientere Differenzierungsmethode eine schnellere Verfügbarkeit 

von NSC für einen höheren Durchsatz an Untersuchungen.  

3.2.6 NVU-Modell inklusive Neuronen im Kollagen I-Hydrogel 

In der vorliegenden Arbeit konnte in Kapitel 3.2.3 erfolgreich ein NVU-Modell bestehend aus 

hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und Neuronen etabliert und charakterisiert werden. In 

Kapitel 3.2.5.1.1 wurde die Ausbildung eines dichten dreidimensionalen Netzwerks der 

WTC11NGN2 differenzierten Neuronen im Kollagen I-Hydrogel erzielt. Im Folgenden wurden 

beide Elemente in einem mikrofluidischen dreidimensionalen NVU-Modell vereint. Dabei wurde 

die Viabilität der Zellen sowohl außerhalb als auch innerhalb der Gelmatrix sowie die Ausbildung 

eines neuronalen Netzwerks unter Einfluss einer mikrofluidischen Kultivierung im vasQchip 

überprüft. Hierfür wurde der Mikrokanal des vasQchips in Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder 

(Masterstudentin, IFG, KIT), wie in Kapitel 3.2.3.2 beschrieben, mit hCMEC/D3 besiedelt. Am 

Folgetag wurden WTC11NGN2 differenzierte Neuronen in einer Zellkonzentration von 

2,5×106 Zellen/ml im 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel in das umgebende Kompartiment eingebracht. 

Für diesen Versuch wurde das höher konzentrierte Kollagen I-Hydrogel verwendet, da hier die 

Ausbildung eines dichten ausgeprägten neuronalen Netzwerks schneller erfolgte 

(Kapitel 3.2.5.1.1). Analog dazu wurde in Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder in einem separaten 

Versuch ein NVU-Modell bestehend aus hCMEC/D3, HBVP, HA sowie HM (ohne Neuronen) nach 

Kapitel 3.2.3.2 im vasQchip rekonstruiert. Anschließend konnten WTC11NGN2 differenzierte 

Neuronen im 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel in das umgebende Kompartiment des 

Kokultur-Modells unter den zuvor beschriebenen Parametern eingebracht werden. Während die 

Kultivierung von HBVP, HA sowie HM planar auf der PC-Membran erfolgte, wurden Neuronen 

im umgebenden Kompartiment in die dreidimensionale Gelmatrix eingebettet. Damit konnte der 

Einfluss weiterer NVU-Zelltypen auf die Ausbildung eines neuronalen Netzwerks in der 

Gelmatrix analysiert werden. Nach einer 30-minütigen physikalischen Vernetzung des 

Kollagen I-Hydrogels konnten die Zellen durch Integration einer Mikrofluidik mit Nährmedium 

versorgt werden. Die Kultivierung erfolgte bei 5 % CO2 und 37 °C bei einer Flussrate von 100 µl/h. 

Da die Anschlüsse des umgebenden Kompartiments aufgrund der Gelmatrix verschlossen waren, 

konnte kein Mediumwechsel durchgeführt werden. Somit erfolgte die Versorgung des 

umgebenden Kompartiments mit Nährstoffen ausschließlich über den Mikrokanal.  

Zur Beurteilung der Zellviabilität und der zellulären Ausrichtung sowie Vernetzung der Neuronen 

im Kollagen I-Hydrogel wurde eine Lebend-/Tot-Färbung an Tag 1, 7, 14 und 21 durchgeführt. 

Eine Färbung der Zellen erfolgte für 1 h fluidisch über den Mikrokanal. Mithilfe von konfokaler 

Fluoreszenzmikrokopie konnten z-stack Messungen des umgebenden Kompartiments und des 

Mikrokanals in einer Höhe von 500 µm erzeugt werden. In Abbildung 105 ist die Kokultur aus 
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hCMEC/D3 und Neuronen, und in Abbildung 106 das vollständige NVU-Modell dargestellt. In 

Abbildung 105 und Abbildung 106 (ii-iii) ist die horizontale Ansicht in der 3D-Projektion der 

beiden Kokultur-Modelle im vasQchip zu erkennen. Der Mikrokanal wurde dabei visuell 

gekennzeichnet. Trotz einiger nekrotischen Zellen im umgebenden Kompartiment ist in beiden 

Kokultur-Modellen eine überwiegende Viabilität der Zellen innerhalb sowie außerhalb der 

Gelmatrix zu erkennen. Im Vergleich zu Kapitel 3.2.5.1.1 wurde eine leichte zelluläre Ausrichtung 

der Neuronen in beiden Kokultur-Modellen bereits an Tag 1 beobachtet. So konnte an Tag 7 bereits 

die Ausbildung eines dichten neuronalen Netzwerks über mehrere z-Ebenen detektiert werden. 

Damit könnte möglicherweise der mikrofluidischen Kultivierung eine unterstützende Funktion in 

der zellulären Ausrichtung sowie der Netzwerkbildung zugesprochen werden. An Tag 14 sowie 21 

konnte eine dichtere Vernetzung der Somata über Axone und Dendriten beobachtet werden. 

Werden die beiden Kokultur-Modelle miteinander verglichen, wurde kein signifikanter 

Unterschied in der zellulären Ausbildung sowie Netzwerkausbildung der Neuronen in der 

Gelmatrix festgestellt. Jedoch konnte anhand der Tiefenfärbung ab Tag 7 des vollständigen 

NVU-Modells (Abbildung 106) eine Abnahme der Gelmatrixhöhe um näherungsweise 300 µm 

ermittelt werden. Da dieser Effekt im anderen Kokultur-Modell (Abbildung 105) nicht beobachtet 

wurde, könnte die Ursache die simultane Kokultivierung mehrerer Zelltypen im umgebenden 

Kompartiment sein, welche die Gelmatrix enzymatisch abbauen. Eine simultane Einbettung von 

Neuronen und Astrozyten im Kollagen I-Hydrogel unter statischen Bedingungen zeigte bereits 

24 h später einen kompletten Abbau der Gelmatrix (Abbildung 141 Anhang, in Kollaboration mit 

B. Sc. K. Stauder). Neben den retinalen Astrozyten in Kapitel 3.1.3.1.1 im Rahmen dieser Arbeit 

konnten Dr. V. Kappings und Dr. R. Pfister ebenfalls die Degradierung von Kollagen I-Hydrogelen 

unter Verwendung von Hautzellen und Hirnastrozyten bestätigen.14,40 Auch in der Literatur wurde 

die Degradierung sowie die geringeren mechanischen Eigenschaften des Kollagen I-Hydrogels 

anhand von verschiedenen Gewebemodellen beschrieben.237,439 Dennoch konnte eine 

überwiegende Viabilität der Zellen sowie eine Netzwerkausbildung der Neuronen unter 

mikrofluidischen Bedingungen im vollständigen NVU-Modell im vasQchip nachgewiesen 

werden. Hierbei ist zu beachten, dass eine Charakterisierung sowie ein Nachweis der einzelnen 

Zelltypen mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung aus zeitlichen Gründen nicht durchgeführt 

werden konnte. Zukünftig sollte dies zur Validierung dieses Versuches umgesetzt werden.  
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Abbildung 105: Lebend-/Tot-Färbung der Kokultur aus hCMEC/D3 und Neuronen (WTC11NGN2) im 
vasQchip. 7,5×104 hCMEC/D3 wurden in den mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal in KM ausgesät 
(in Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder). Am Folgetag wurden WTC11NGN2 differenzierte Neuronen in einer 
Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 500 µl eines 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogels im umgebenden 
Kompartiment eingebettet. Die physikalische Vernetzung wurde durch Änderung des pH-Werts sowie einer 
Inkubation für 30 min bei 37 °C und 5 % CO2 induziert. Nach erfolgter Inkubation wurden die vasQchips an eine 
Mikrofluidik angeschlossen und eine Flussrate von 100 µl/h angelegt. Als Kultivierungsmedium wurde M7 1:1 BM 
verwendet. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 konnte die Viabilität 
der Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) untersucht 
werden. Die Zugabe der Färbelösung erfolgte über den Mikrokanal für 1 h. Durch inverse Konfokalmikroskopie 
wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 167, Abstand = 3 µm, h = 500 µm, Leica Stellaris 5). Anhand der 
Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie Tiefenfärbungen erstellt werden. (i) zeigt die 
innere laterale, (ii) die horizontale und (iv) die äußere laterale Ansicht der 3D-Projektion. (iii) stellt die 
Tiefenfärbung von (ii) dar. Der Mikrokanal ist in weiß gekennzeichnet. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 
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Abbildung 106: Lebend-/Tot-Färbung des vollständigen NVU-Modells inklusive Neuronen (WTC11NGN2) im 
vasQchip. Die Einbringung des NVU-Modells (ohne Neuronen) in den vasQchip erfolgte in Kollaboration mit 
B. Sc. K. Stauder. 5×105 HBVP wurden in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in 
KM ausgesät. Um das Anwachsen der Zellen auf der porösen PC-Membran sicherzustellen, wurde der vasQchip 
um 180° gedreht positioniert. 24 h später wurden 5×105 HA sowie 1×105 HM auf den ausgebildeten Perizytenlayer 
nach demselben Prinzip eingebracht. Daraufhin erfolgte eine Einbringung von 7,5×104 hCMEC/D3 in den mit 
0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal in KM. Am nächsten Tag wurden WTC11NGN2 differenzierte 
Neuronen in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 500 µl eines 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogels im 
umgebenden Kompartiment eingebettet. Die physikalische Vernetzung wurde durch Änderung des pH-Werts 
sowie einer Inkubation für 30 min bei 37 °C und 5 % CO2 induziert. Nach erfolgter Inkubation wurden die 
vasQchips an eine Mikrofluidik angeschlossen und eine Flussrate von 100 µl/h angelegt. Als Kultivierungsmedium 
wurde M7 1:1 BM verwendet. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 
konnte die Viabilität der Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM (grün) 
und PI (rot) untersucht werden. Die Zugabe der Färbelösung erfolgte über den Mikrokanal für 1 h. Durch inverse 
Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 167, Abstand = 3 µm, h = 500 µm, 
Leica Stellaris 5). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie Tiefenfärbungen 
erstellt werden. (i) zeigt die innere laterale, (ii) die horizontale und (iv) die äußere laterale Ansicht der 
3D-Projektion. (iii) stellt die Tiefenfärbung von (ii) dar. Der Mikrokanal ist in weiß gekennzeichnet. Der 
Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 
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3.2.6.1 Kapitelzusammenfassung NVU-Modell inklusive Neuronen im 

Kollagen I-Hydrogel 

Es wurden erste Versuche zur Etablierung eines vollständigen dreidimensionalem fluidischen 

NVU-Modell aus hCMEC/D3, HBVP, HA, HM sowie iPSC differenzierten Neuronen 

durchgeführt. Dabei konnte gezeigt werden, dass die Einbringung eines Kollagen I-Hydrogels mit 

Neuronen prinzipiell in einem vollständigen NVU-Modell möglich war, jedoch in einer 

Degradierung der Gelmatrix resultierte. Auch durch eine statische Kokultivierung von HA und 

Neuronen konnte ein vollständiger Abbau festgestellt werden. Dieses Degradationsverhalten 

schließt das Kollagen I-Hydrogel als geeignete Stützmatrix zur dreidimensionalen Kultivierung 

des NVU-Modells zum jetzigen Zeitpunkt aus. Doch zukünftig könnten weitere Modifizierungen 

in einem stabileren Hydrogel resultieren. So konnten Seyedhassantehrani et al. durch Vernetzung 

des Kollagen I-Hydrogels mithilfe von Polyethylenglykol Succinimidyl Glutarat (4S-StarPEG) den 

Abbau der Gelmatrix verzögern.439 Die Zellviabilität von Astrozyten wurde dabei nicht 

beeinflusst.439  

3.2.7 3D-Bioprinting der Neuronen  

In den letzten 10 Jahren hat die Technologie des 3D-Bioprintings sehr große Fortschritte erzielt, 

sodass diese immer häufiger zur Rekonstruktion von Gewebemodellen eingesetzt wird.440,441 Im 

3D-Bioprinting wird eine Biotinte, bestehend aus Zellen in einer geeigneten Gelmatrix schichtweise 

mithilfe von 3D-Druck zu einer 3D-Strukur aufgebaut.247,442 Dabei wird eine sehr präzise und 

kontrollierte Platzierung der Biotinte, auch ohne Verwendung von Gerüststrukturen (scaffolds), 

gewährleistet.441,443 Aufgrund der präzisen geometrischen Nachbildung von natürlichen 

3D-Strukturen erlaubt das 3D-Bioprinting die Diskrepanz zwischen konstruierten und natürlichen 

Gewebestrukturen zu überwinden.441,442,444 

Im folgenden Versuch wurde die Organ-on-a-chip Technologie mit dem 3D-Bioprinting kombiniert. 

Der Vorteil des 3D-Bioprintings auf dem vasQchip ist neben einer gezielten Platzierung das 

Übereinanderschichten von Zellen in einer gewünschten geometrischen 3D-Struktur. Dabei kann 

eine Freilegung der Anschlüsse im umgebenden Kompartiment gewährleistet werden, wodurch 

ein Mediumwechsel ermöglicht wird. In Kapitel 3.2.6 wurden durch händisches Einbringen einer 

Gelmatrix die Anschlüsse des Kompartiments verschlossen. Infolgedessen konnte kein 

Mediumwechsel durchgeführt werden. Somit erfolgte die Lebend-/Tot-Färbung der Zellen über 

die Mikrofluidik im Mikrokanal. Eine Immunfluoreszenzfärbung zur Charakterisierung der Zellen 

in der Gelmatrix könnte mit dieser Technik aufgrund des hohen Verbrauchs an teuren Antikörpern 

nicht durchgeführt werden. Zudem reduziert das 3D-Bioprinting den Verbrauch an teuren Zellen, 

da nur ausgewählte Bereiche gezielt bedruckt werden können. Übertragen auf den vasQchip wird 

die Einbringung einer Gelmatrix statt der gesamten Fläche des umgebenden Kompartiments 

lediglich auf die Fläche um den Mikrokanal begrenzt. Darüber hinaus sollte durch Kombination 

beider Technologien überprüft werden, ob die Exposition einer Mikrofluidik die Viabilität sowie 

die Ausbildung eines Netzwerks von neuronalen Zellen steigert. Im Folgenden wurde das 
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3D-Bioprinting auf dem vasQchip sowie der Vorversuch in Kollaboration mit M. Sc. A. Grimm 

(IFG, KIT) durchgeführt. Dabei wurde der Extrusions-basierte Biodruck verwendet. Aufgrund der 

geringen mechanischen Eigenschaften ist das 3D-Bioprinting von Kollagen I-Hydrogelen nicht 

möglich. Bei einer 30-minütigen Polymerisierung in der Druckerkartusche entsteht ein inhomogen 

vernetztes Hydrogel, welches nicht in der Lage war eine stabile druckbare Struktur zu erzielen 

(Abbildung 142 Anhang). Aus diesem Grund wurde als Photopolymer für die Biotinte das 

Zweikomponenten-Hydrogel GelNB/GelS mit dem Vernetzungsgrad Medium in einer 

Konzentration von 5 % eingesetzt. Dieses Hydrogel zeigte eine beständige Viabilität und eine 

moderate Ausrichtung der neuronalen Zellen über verschiedene Ebenen entlang der z-Achse 

(Kapitel 3.2.5.2.4). Darüber hinaus erzielt GelNB/GelS Medium einen Speichermodul von 400 Pa,243 

was der Steifigkeit des Hirngewebes entspricht.429,437  

3.2.7.1 3D-Bioprinting der Neuronen auf einen Objektträger 

Als Vorversuch wurde die Viabilität und die Netzwerkbildung der Neuronen in 3D-gedruckten 

Gitterstrukturen auf einem Objektträger ohne Einwirkung einer Mikrofluidik untersucht. Dafür 

wurden NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml mit 

der Photopolymerlösung (5 % GelNB/GelS Medium und 0,03 % LAP) vermischt. Die daraus 

resultierende Biotinte wurde in eine Druckerkartusche überführt und in den Extrusionsdruckkopf 

des Bioprinters Biospot BP eingesetzt. Anschließend konnte mithilfe von mechanischem Druck die 

Biotinte auf einen Objektträger extrudiert werden. Hierbei wurde eine Druckerkartusche mit einer 

Dosiernadel der Öffnung 250 µm verwendet, um den Druck auf die Neuronen so gering wie 

möglich zu halten. Die 3D-Gitterstruktur wurde mit zwei Schichten bei einer Extrusionsrate von 

0,02 mm/s gedruckt. Anschließend erfolgte eine 20-sekündige photochemische Aushärtung der 

gedruckten Strukturen durch Bestrahlung mit Licht geeigneter Wellenlänge (320-500 nm). Der 

schematische Druckprozess ist in Abbildung 107 dargestellt.  
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Abbildung 107: Schematische Darstellung des Druckprozesses mit Neuronen. (A) Die Biotinte bestehend aus 
WTC11NGN2 differenzierten Neuronen, Photoinitiator und Gelmatrix wurde vom 3D-Bioprinter (Biospot BP) auf 
einen Objektträger in Form einer Gitterstruktur schichtweise extrudiert. Die Dosiernadel sowie der Objektträger 
sind in weiß gekennzeichnet. (Bi) zeigt die erzeugte Gitterstruktur, (Bii) stellt eine Nahaufnahme der Struktur im 
Hellfeld dar, (Biii) veranschaulicht eine Lebend-/Tot-Färbung der 3D-Struktur zur Beurteilung der Viabilität 
(Leica Stellaris 5). Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. In Kollaboration mit M. Sc. A. Grimm. 

Nach dem Druckprozess erfolgte eine Kultivierung bei 5 % CO2 und 37 °C über einen Zeitraum 

von 21 Tagen. An Tag 1, 7, 14 und 21 wurde zur Überprüfung der Viabilität sowie der zellulären 

Ausrichtung der Neuronen eine Lebend-/Tot-Färbung durchgeführt. Als Kontrolle wurden Zellen 

derselben Zellkonzentration und Photopolymerlösung ohne Verwendung des 3D-Bioprintings 
analysiert. Ein Vergleich zur 3D-gedruckten Struktur sollte den Einfluss des Druckprozesses auf 

die Viabilität der Neuronen veranschaulichen. Die Detektion erfolgte über konfokale 

Fluoreszenzmikroskopie und z-stack Messungen. Die generierten 3D-Projektionen sowie 

Tiefenfärbungen sind in Abbildung 108 dargestellt. Daneben wurden die Anteile nekrotischer und 

lebender Zellen in der Kontrolle sowie in den gedruckten Gitterstrukturen mithilfe von Fiji 

quantifiziert (Abbildung 109). Es konnte gezeigt werden, dass der Druckprozess keine Einflüsse 

auf die Viabilität der Neuronen ausübt (Abbildung 109). So konnte an Tag 1 im Vergleich zur 

ungedruckten Kontrolle mit 65,45 % eine höhere Viabilität in den 3D-gedruckten Strukturen 

detektiert werden. Ferner wurde eine Viabilität zwischen 43,98 % und 65,45 % in den gedruckten 

Strukturen ermittelt. Anhand der Tiefenfärbung konnten beständige Gitterstrukturen in der Höhe 

von 200 µm über den gesamten Zeitraum von 21 Tagen detektiert werden. Eine leichte Ausrichtung 

der Zellen wurde bereits an Tag 7 festgestellt. Jedoch konnte kein dichtes ausgeprägtes neuronales 

Netzwerk wie im Kollagen I-Hydrogel in Kapitel 3.2.5.1.1 erzielt werden. Dennoch konnten vitale 

Zellen sowie eine moderate zelluläre Ausrichtung der Neuronen in den 3D-gedruckten 

Gitterstrukturen beobachtet werden.  

 



Ergebnisse und Diskussion 

 154 

 

Abbildung 108: Lebend-/Tot-Färbung und Hellfeld der 3D-gedruckten Neuronen. NSC der iPSC-Linie 
WTC11NGN2 wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in einer Gelmatrix mithilfe von 
Extrusions-basiertem 3D-Bioprinting in Gitterstrukturen schichtweise eingebracht. Als Gelmatrix wurde 
5%iges GelNB/GelS Medium verwendet, welches durch 0,03 % LAP und einer 20-sekündigen Bestrahlung bei einer 
Leistungsdichte von 500 mW/cm2 vernetzt wurde (Omnicure S2000, 320-500 nm). Es folgte eine Kultivierung in 
M7 1:1 BM bei 5 % CO2 und 37 °C. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 
konnte die Viabilität der Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM (grün) 
und PI (rot) untersucht werden. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt 
(n = 67, Abstand = 3 µm, h = 200 µm, Leica Stellaris 5). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 
3D-Projektionen sowie eine Tiefenfärbung erstellt werden. (i) zeigt die Aufnahme des Hellfelds. (ii) stellt die 
horizontale und (iii) die laterale Ansicht der 3D-Projektion dar. Zusätzlich sind in (ii) die Tiefenfärbungen 
aufgeführt. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. In Kollaboration mit M. Sc. A. Grimm. 
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Abbildung 109: Viabilität der 3D-gedruckten Neuronen im Vergleich zur Kontrolle. NSC der iPSC-Linie 
WTC11NGN2 wurden durch Extrusions-basiertes 3D-Bioprinting in Gitterstrukturen eingebracht. Zur Kontrolle 
wurden NSC ohne Verwendung von 3D-Druck in eine Gelmatrix eingebettet. Als Gelmatrix wurde 5%iges 
GelNB/GelS Medium verwendet. Die Vernetzung des Hydrogels erfolgte durch 0,03 % LAP sowie einer 
20-sekündigen Bestrahlung bei einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 (Omnicure S2000, 320-500 nm). Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 konnte die Viabilität der Zellen 
mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung untersucht werden. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurden 
z-stack Messungen durchgeführt, welche anschließend mithilfe von Fiji auf den Anteil nekrotischer und lebender 
Zellen quantifiziert wurden. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. In Kollaboration 
mit M. Sc. A. Grimm. 

3.2.7.2 3D-Bioprinting von Neuronen auf dem vasQchip 

Nachdem die Viabilität sowie die zelluläre Ausrichtung der Neuronen in einer 3D-gedruckten 

Struktur unter statischen Bedingungen überprüft wurde, konnte im nächsten Schritt in 

Kollaboration mit M. Sc. A. Grimm (IFG, KIT) das 3D-Bioprinting der Neuronen auf dem vasQchip 

erfolgen. Hierfür wurden NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 in einer Zellkonzentration von 

2,5×106 Zellen/ml mit der Photopolymerlösung (5 % GelNB/GelS Medium und 0,03 % LAP) 

vermischt. Des Weiteren wurde eine quaderförmige 3D-Struktur gewählt, die den Mikrokanal 

flächenmäßig bedeckt und eine Freilegung der Anschlüsse im umgebenden Kompartiment 

sicherstellt. Für ein 3D-Bioprinting im umgebenden Kompartiment, wurde der vasQchip „offen“ 

ohne Deckglas und Klebering (Abbildung 80 in Kapitel 3.2.3.1) bedruckt. Nachdem eine Schicht 

der Biotinte mithilfe von mechanischem Druck auf den Mikrokanal im vasQchip extrudiert wurde, 

folgte eine 20-sekündige photochemische Vernetzung durch Bestrahlung mit Licht geeigneter 

Wellenlänge (320-500 nm). Anschließend wurde das umgebende Kompartiment durch 

Anbringung eines Kleberinges und Deckglases geschlossen und mit M7 1:1 BM gefüllt. Danach 

erfolgte eine mikrofluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h über einen Zeitraum 

von 21 Tagen bei 5 % CO2 und 37 °C. Das Schema des Druckprozesses ist in Abbildung 110 

dargestellt.  
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Abbildung 110: Schematische Darstellung des 3D-Bioprintings von Neuronen auf dem vasQchip. (A) Die 
Biotinte bestehend aus Neuronen und Gelmatrix wurde vom 3D-Bioprinter (Biospot BP) auf den Mikrokanal im 
umgebenden Kompartiment extrudiert. (B) Anschließend wurde durch Anbringung eines Kleberings sowie eines 
Deckglases das umgebende Kompartiment des vasQchips geschlossen. Das Kompartiment wurde mit M7 1:1 BM 
gefüllt und durch Anschluss an eine Spritzenpumpe bei einer Flussrate von 100 µl/h mikrofluidisch kultiviert. Ein 
Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. In Kollaboration mit M. Sc. A. Grimm. 

Nach erfolgtem Druckprozess und anschließender fluidischer Kultivierung wurde zur Beurteilung 

der Viabilität sowie der neuronalen Netzwerkausbildung eine Lebend-/Tot-Färbung an Tag 1, 7, 

14, und 21 durchgeführt. Die generierten 3D-Projektionen sowie Tiefenfärbungen sind 

Abbildung 111 zu entnehmen. In Abbildung 111(i-iii) wurde der Mikrokanal visuell 

gekennzeichnet. Im Vergleich zu Abbildung 108 konnte gezeigt werden, dass die Viabilität der 

Zellen trotz Exposition der Mikrofluidik nicht gesteigert wurde. Bezüglich der zellulären 

Ausrichtung konnte eine stärkere Netzwerkbildung einzelner Zellen ab Tag 7 durch verschiedene 

Ebenen beobachtet werden. Jedoch konnte anhand der Tiefenfärbung eine Abnahme der 

Hydrogeldicke von 500 µm auf bis zu 250 µm festgestellt werden. Diese Degradierung könnte 

möglicherweise durch die verwendete Charge des Hydrogels verursacht sein. Um dieses 

Phänomen zu überprüfen, sollte dieser Versuch zukünftig wiederholt werden.  
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Abbildung 111: Lebend-/Tot-Färbung der 3D-gedruckten Neuronen (WTC11NGN2) im vasQchip. NSC der 
iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml mithilfe von 
Extrusions-basiertem 3D-Bioprinting in das umgebende Kompartiment des vasQchips eingebracht. Als Gelmatrix 
wurde 5%iges GelNB/GelS Medium verwendet. Eine Vernetzung wurde durch 0,03 % LAP und einer 20-sekündigen 
Bestrahlung bei einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 induziert (Omnicure S2000, 320-500 nm). Anschließend 
wurde das umgebende Kompartiment durch Anbringung eines Kleberings sowie Deckglas geschlossen. Es folgte 
eine mikrofluidische Kultivierung bei 100 µl/h in M7 1:1 BM. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage 
durchgeführt. An Tag 1, 7, 14 und 21 konnte die Viabilität der Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter 
Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) untersucht werden. Durch inverse Konfokalmikroskopie wurden 
z-stack Messungen durchgeführt (n = 167, Abstand = 3 µm, h = 500 µm, Leica Stellaris 5). Anhand der 
Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie Tiefenfärbungen erstellt werden. (i) zeigt die 
innere laterale, (ii) die horizontale und (iv) die äußere laterale Ansicht der 3D-Projektion. (iii) stellt die 
Tiefenfärbung von (ii) dar. Der Mikrokanal ist in weiß gekennzeichnet (ii-iii). Der Maßstabsbalken entspricht 
200 µm. In Kollaboration mit M. Sc. A. Grimm.  

3.2.7.3 Kapitelzusammenfassung 3D-Bioprinting der Neuronen  

Dieser Versuch konnte erste Erkenntnisse zum 3D-Bioprinting von iPSC-differenzierten Neuronen 

auf dem vasQchip erzielen. So konnte gezeigt werden, dass durch Exposition einer Mikrofluidik 

im Vergleich zur statischen Kultivierung eine stärkere Ausbildung eines neuronalen Netzwerks 

der 3D-gedruckten Neuronen im vasQchip erzielt wurde. Darüber hinaus wurde festgestellt, dass 

der Druckprozess auf die Viabilität der Neuronen keinen signifikanten Einfluss ausübt. Daneben 
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konnte die Integration einer Mikrofluidik die Viabilität der eingebetteten Neuronen nicht steigern. 

Infolgedessen sollte die Viabilität der Neuronen zukünftig in den GelNB/GelS Hydrogelen durch 

Modifizierung des Hydrogels erhöht werden. Hierfür könnten verschiedene neuronale Zusätze 

wie B-27 oder N-2 für eine bessere Verfügbarkeit an das Photopolymer gekuppelt werden. 

Daneben könnte durch die Methacrylierung von Kollagen (ColMA), im Vergleich zum 

Kollagen I-Hydrogel ein stabileres druckbares Photopolymer synthetisiert werden, das die 

Ausbildung von dichten neuronalen Netzwerken fördert. Darüber hinaus ist für ein vollständiges 

3D-Bioprinting der NVU, eine Untersuchung der Viabilität sowie des Wachstumsverhaltens von 

HBVP, HA und HM in verschiedenen Gelmatrizes notwendig. Zukünftig könnten HBVP in einer 

geeigneten Gelmatrix mithilfe von Inkjet-basiertem 3D-Bioprinting planar um den Mikrokanal 

eingebracht werden. Auch Kokulturen mehrerer Zelltypen simultan in einer 3D-gedruckten 

Schicht sind denkbar, sodass diese erfolgreich die komplexen dreidimensionalen interagierenden 

Netzwerkstrukturen im Gehirn abbilden können. Die Verknüpfung der Organ-on-a-chip 

Technologie mit dem 3D-Bioprinting bietet dabei ein enormes Potential zur Rekonstruktion von 

dreidimensionalem vaskularisiertem Gewebe. Auch in der Literatur konnten erste Ansätze von 

3D-Bioprinting auf Organ-on-a-chip Systemen die Anwendungsmöglichkeiten 

verdeutlichen.14,437,445,446 

3.2.8 Modellierung der Neuroinflammation in Parkinson 

Parkinson gehört zu den häufigsten neurodegenerativen Alterserkrankungen weltweit und ist bis 

heute nicht heilbar.11-14 Infolgedessen stehen Modellsysteme, die neue Einblicke in die Pathogenese 

dieser Erkrankung auf zellulärer und molekularer Ebene ermöglichen, besonders im Fokus der 

Forschung. Im Folgenden wurde das in Kapitel 3.2.3 etablierte NVU-Modell inklusive Neuronen 

und Mikroglia gezielt so verändert, dass es das Krankheitsbild Parkinson abbilden konnte. Dabei 

wurde durch Zugabe von pro-inflammatorischen Zytokinen eine Neuroinflammation modelliert. 

Im Rahmen dieser Arbeit beinhaltete dies die Aktivierung der Mikroglia sowie den Verlust der 

Barrierefunktion der Endothelzellen. Zur Modellierung der Neuroinflammation wurden die 

pro-inflammatorischen Zytokine TNF-α, IFN-γ und LPS gewählt. Die Beteiligung von TNF-α und 

IFN-γ in inflammatorischen Prozessen von Parkinson wurde bereits zuvor in Kapitel 1.3.1 

beschrieben. Doch auch die Induktion einer in vitro Neuroinflammation wurde mithilfe von TNF-α 

sowie IFN-γ anhand zahlreicher Studien bestätigt. 155,167 So konnte die Zugabe von TNF-α und 

IFN-γ die Aktivierung der Mikroglia sowie den Verlust von dopaminergen Neuronen in vitro 

induzieren.155,447,448 Neben TNF-α und IFN-γ wird auch LPS zur Modellierung der 

Neuroinflammation in vitro sowie in vivo verwendet.448,449 Das Lipopolysaccharid (LPS) ist die am 

häufigsten vorkommende Komponente der Zellwand in gram-negativen Bakterien und kann die 

Freisetzung verschiedener pro-inflammatorischer Zytokine stimulieren.449 Mehrere Studien 

konnten belegen, dass eine Behandlung von Mäusen mit LPS zu einer Überaktivierung der 

Mikroglia sowie einem selektiven Absterben von dopaminergen Neuronen durch 

Neuroinflammation führt.450-452 
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Neben LPS, IFN-γ und TNF-α wurden für die nachfolgenden Versuche differenzierte Neuronen 

der iPSC-Linie HD11 (EZ spheres Generierung) aus Kapitel 3.2.1 eingesetzt. Die Verwendung der 

WTC11NGN2 differenzierten Neuronen erfolgte zeitlich erst später.  

3.2.8.1 Toxizität der pro-inflammatorischen Zytokine  

Zur Modellierung der Neuroinflammation wurde zunächst die Toxizität der 

pro-inflammatorischen Zytokine untersucht. Hierbei sollte sichergestellt werden, dass hCMEC/D3, 

HBVP, HA und HM in den zukünftig verwendeten Zytokin-Konzentrationen lebensfähig sind.  

Im Folgenden wurde ein MTT Assay zur Überprüfung der Toxizität von TNF-α, IFN-γ und LPS in 

Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder (Masterstudentin, IFG, KIT) durchgeführt. Hierfür wurden 

HBVP, HA, HM, Neuronen und hCMEC/D3 mit den drei Zytokinen in den Konzentrationen 

1 ng/ml, 10 ng/ml, 50 ng/ml, 100 ng/ml und 150 ng/ml behandelt und für 72 h bei 5 % CO2 und 

37 °C kultiviert. Danach konnte die Viabilität mithilfe des MTT Assays ermittelt werden 

(Abbildung 112). Für HBVP, hCMEC/D3 und HM wurden keine signifikanten Auswirkungen der 

inflammatorischen Zytokine auf die Viabilität der Zellen detektiert. Dagegen zeigten die Neuronen 

bei einer Behandlung mit den Zytokinen eine sehr niedrige Viabilität, sodass ein LD50-Wert von 

< 1 ng/ml erzielt wurde. In Kapitel 3.2.1.6 konnten dopaminerge Neuronen in der neuronalen 

Differenzierung aus EZ spheres nachgewiesen werden. Dies lässt vermuten, dass eine Behandlung 

der dopaminergen Neuronen mit den inflammatorischen Zytokinen in einem Absterben der Zellen 

resultiert. Doch anhand der Literatur konnte gezeigt werden, dass das Absterben von 

dopaminergen Neuronen nicht allein durch Zugabe von inflammatorischen Zytokinen, sondern 

auch durch eine simultane Kokultivierung mit überaktiven Mikroglia induziert wird.155 Da die 

Neuronen im MTT Assay in einer Monokultur kultiviert wurden, konnte diese Aussage in diesem 

Versuch nicht bestätigt werden. Um dieses Phänomen weiter zu untersuchen, sollten zukünftig 

weitere analytische Tests durchgeführt werden.  

Des Weiteren wiesen HA eine hohe Viabilität in den verschiedenen Zytokin-Konzentrationen von 

LPS und TNF-α auf. Dagegen wurde in IFN-γ eine niedrigere Viabilität beobachtet, sodass bei einer 

Konzentration von 150 ng/ml eine Viabilität von 51,89 % ermittelt werden konnte. Da IFN-γ, neben 

den HA, auch die Viabilität der Neuronen am stärksten reduzierte, könnte ein ähnliches 

Viabilitätsverhalten auf gemeinsame Vorläuferzellen der beiden Zelltypen zurückzuführen sein.299  

Zur Modellierung der Neuroinflammation wurden die Zytokin-Konzentrationen 50 ng/ml TNF-α, 

20 ng/ml IFN-γ und 100 ng/ml LPS gewählt. Diese Konzentrationen resultierten in einer hohen 

Viabilität der Zellen (ausgenommen der Neuronen) und wurden in der Literatur bereits mehrfach 

in vitro eingesetzt.167, 448  
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Abbildung 112: Toxizität der pro-inflammatorischen Zytokine. Für den MTT Assay wurden 1×104 NSC der 
iPSC-Linie HD11, HBVP, HM, HA sowie 2×104 hCMEC/D3 in Wells einer 96-Well-Platte in ihren Spezialmedien 
(M7 1:1 BM, PM, AM, KM) ausgesät. Anschließend erfolgte eine Behandlung mit den pro-inflammatorischen 
Zytokinen LPS, IFN-γ sowie TNF-α. Nach 72 h wurde die Viabilität der Zellen mithilfe des MTT Assays 
quantifiziert. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. In Kollaboration mit 
B. Sc. K. Stauder. 

3.2.8.2 Nachweis zelltypischer Marker unter Einfluss der Zytokine 

Neben einer Überprüfung der Viabilität, war die Untersuchung der Morphologie und Ausbildung 

von zelltypischen Markern unter Einfluss der inflammatorischen Zytokine essentiell. Dabei sollte 

mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung sichergestellt werden, dass HA, HM, HBVP und 

Neuronen weiterhin ihre charakteristischen Marker aufweisen, um ihre Funktionalität 

beizubehalten. Dagegen konnten Daniels et al. anhand einer Immunfluoreszenzfärbung eine 

Abnahme der Expression des Barriere-Markers VE-Cadherin in hCMEC/D3 durch eine 

sechsstündige Behandlung mit TNF-α beobachten.453 Dieser Effekt konnte von anderen in vitro 

Untersuchungen bestätigt werden.454 
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Für diesen Versuch wurden hCMEC/D3, HA, HBVP, HM und Neuronen mit 50 ng/ml TNF-α, 

20 ng/ml IFN-γ sowie 100 ng/ml LPS für 72 h bei 5 % CO2 und 37 °C behandelt. Analog dazu 

wurden als Kontrolle unbehandelte Zellen kultiviert. Nach erfolgter Inkubation wurden die Zellen 

zum Nachweis der zelltypischen Marker immunhistochemisch gefärbt. Das Ergebnis der 

Immunfluoreszenzfärbung ist in Abbildung 113 dargestellt. Es konnte gezeigt werden, dass die 

Expression von GFAP in den HA sowie von α-SMA in den HBVP trotz Behandlung der 

inflammatorischen Zytokine nachgewiesen werden konnte. Jedoch konnte der von Dutra et al. 
beschriebene Effekt einer erhöhten Expression von GFAP durch Einfluss pro-inflammatorischer 

Zytokine nicht beobachtet werden.455 Daneben wurde im Vergleich zur Kontrolle gezeigt, dass 

IFN-γ sowie TNF-α die Morphologie der HM beeinflussen. Ein ähnlicher Effekt konnte von 

Lively et al. bereits nach 24 h gezeigt werden, indem primäre Mikroglia aus der Ratte mit IFN-γ 

und TNF-α behandelt wurden. Dabei wurde eine veränderte Morphologie mit kurzen zellulären 

Fortsätzen in kettenartigen Gruppierungen beobachtet. Diese morphologische Veränderung weist 

auf eine durch inflammatorische Zytokine ausgelöste Aktivierung der Mikroglia hin.157,448 Eine 

Behandlung mit LPS dagegen führte zu runden und amöboiden zellulären Strukturen.456 Anhand 

Abbildung 113 konnte dieser Effekt aufgrund der hohen Konfluenz nicht mit eindeutiger 

Sicherheit bestätigt werden. Daher sollte dieses Phänomen im Weiteren untersucht werden. 

Dennoch konnte eine Expression von Iba-1 in HM in allen Proben festgestellt werden. Auch der 

Marker ß-III Tubulin wurde ebenfalls in allen behandelten Neuronen exprimiert. Jedoch waren die 

neuronalen Netzwerke im Vergleich zur Kontrolle mangelhaft ausgebildet. Dieses Resultat stimmt 

mit dem Ergebnis des MTT Assays aus Kapitel 3.2.8.1 überein. Wie zuvor beschrieben konnte das 

Absterben von Neuronen durch inflammatorische Zytokine bislang nur in Kokultur mit Mikroglia 

beobachtet werden.155 Daher sollte dies zukünftig genauer untersucht werden. Des Weiteren 

konnten die von Daniels et al. beschriebenen Effekte von TNF-α auf die Expression von 

VE-Cadherin in den hCMEC/D3 bestätigt werden.453 Jedoch konnten Daniels et al. den Effekt nicht 

durch Behandlung mit IFN-γ feststellen.453 Dagegen wurde in diesem Versuch eine geringere 

Expression von VE-Cadherin durch Behandlung mit allen drei pro-inflammatorischen Zytokinen 

erzielt (Abbildung 113). Hierbei wurde eine Abnahme um 24,7-67,8 % der Fluoreszenzintensität 

mithilfe von Fiji ermittelt. Dieses Phänomen wurde im Rahmen dieser Arbeit in Kapitel 3.2.8.4 

anhand von Genexpressionsanalysen genauer untersucht.  
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Abbildung 113: Immunfluoreszenzfärbung der NVU-Zelltypen unter Einfluss pro-inflammatorischer Zytokine. 
Zur immunhistochemisch Färbung wurden 2×104 hCMEC/D3 sowie 1×104 HBVP, HA, HM und NSC in Wells eines 
µ-Slide 8 Wells in ihren Spezialmedien eingebracht. Nach 3 h wurden die Spezialmedien durch M7 1:1 BM ersetzt. 
NSC wurden dabei direkt in M7 1:1 BM ausgesät und für 14 Tage ausdifferenziert. Anschließend wurden die Zellen 
mit den pro-inflammatorischen Zytokinen in Konzentrationen von 50 ng/ml TNF-α, 20 ng/ml IFN-γ und 100 ng/ml 
LPS für 72 h behandelt. Daraufhin wurden die Zellen für eine Immunfluoreszenzfärbung fixiert, permeabilisiert 
und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Es folgte eine spezifische Antikörperfärbung der jeweiligen 
zellspezifischen Marker. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnten die zellspezifischen Strukturen 
visualisiert werden (Leica Stellaris 5). Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Magenta: Immunfluoreszenzfärbung 
von VE-Cadherin in hCMEC/D3. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA in HBVP. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. Cyan: Immunfluoreszenzfärbung von Iba-1 in HM. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht für hCMEC/D3 
und HM 10 µm, für HA und HBVP 20 µm und für Neuronen 100 µm.  

3.2.8.3 Aktivierung der Mikroglia  

Zur Modellierung des neurodegenerativen Krankheitsbilds Parkinson ist für eine Abbildung der 

Neuroinflammation eine Aktivierung der Mikroglia essentiell. In den folgenden Experimenten 

wurde die Aktivierung der HM durch Behandlung der inflammatorischen Zytokine mithilfe eines 

ROS Assays sowie durch eine Genexpressionsanalyse untersucht.  
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3.2.8.3.1 ROS Bildung in Mikroglia 

Anhand der Literatur konnte gezeigt werden, dass pro-inflammatorische Zytokine wie LPS, TNF-α 

und IFN-γ eine Aktivierung der Mikroglia in vitro und in vivo induzieren.124,161,457,458 So konnten 

Neniskyte et al. belegen, dass 50 ng/ml TNF-α sowie 100 ng/ml LPS eine Aktivierung der Mikroglia 

sowie ein Absterben der Neuronen induzierte.167 Lively et al. konnten demonstrieren, dass 

20 ng/ml IFN-γ in vitro eine Aktivierung der isolierten primären Mikroglia aus der Ratte 

induzieren konnten.448 Dabei korreliert die Aktivierung mit einer Bildung von ROS in den 

Mikroglia und trägt damit zur inflammatorischen Immunantwort bei.124,458 ROS sind Sauerstoff 

enthaltende Moleküle, häufig freie Radikale, die sehr reaktiv sind und zu oxidativem Stress in den 

Zellen führen können.459  

Um die Aktivierung von Mikroglia durch die Behandlung mit inflammatorischen Zytokinen zu 

untersuchen, wurde in Kooperation mit B. Sc. K. Stauder (Masterstudentin, IFG, KIT) ein 

ROS Assay durchgeführt. Hierbei konnte die Bildung von ROS in den behandelten Mikroglia 

nachgewiesen und quantifiziert werden. Der Nachweis von ROS in den Zellen kann somit als Indiz 

für eine Aktivierung der Mikroglia betrachtet werden. Für diesen ROS Assay wurden HM mit den 

Zytokinen LPS, TNF-α und IFN-γ in den Konzentrationen 1 ng/ml, 10 ng/ml, 50 ng/ml, 100 ng/ml 

und 150 ng/ml behandelt. Als Negativkontrolle (NK) wurden unbehandelte HM und als 

Positivkontrolle (PK) behandelte HM verwendet. Für die PK wurde der im Assay kommerziell 

erworbene ROS-Inducer verwendet. Nach einer Inkubation von 72 h wurden die Zellen zur 

Detektion von ROS mit einem fluoreszierenden ROS-Label Reagenz inkubiert. Anschließend 

erfolgte eine Fluoreszenzmessung der fluoreszenzmarkierten ROS (Abbildung 114).  

 

 

Abbildung 114: ROS Assay mit HM unter Einfluss von LPS, IFN-γ und TNF-α. 1×104 HM wurden in Wells einer 
96-Well-Platte in ihrem Spezialmedium MM ausgesät. Am Folgetag wurden die Zellen mit LPS, TNF-α sowie IFN-γ 
in den Konzentrationen 1 ng/ml, 10 ng/ml, 50 ng/ml, 100 ng/ml und 150 ng/ml behandelt. Als Negativkontrolle (NK) 
wurden unbehandelte HM und als Positivkontrolle (PK) HM, welche mit einem ROS-Inducer behandelt wurden, 
verwendet. Nach 72 h wurden die Zellen zur Detektion von ROS mit einem fluoreszierenden ROS-Label Reagenz 
für 45 min inkubiert. Daraufhin konnten die fluoreszenzmarkierten ROS in den Zellen mithilfe einer 
Fluoreszenzmessung quantifiziert werden. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. In 
Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder. 



Ergebnisse und Diskussion 

 164 

Es konnte gezeigt werden, dass eine Zugabe der pro-inflammatorischen Zytokine LPS, TNF-α und 

IFN-γ eine ROS-Bildung in den Mikroglia induziert. Dabei konnten zwischen den verschiedenen 

Konzentrationen nur geringe Abweichungen in der detektierten Fluoreszenz beobachtet werden. 

Dennoch liegen die Werte im Bereich der PK. Zudem konnte gezeigt werden, dass die aus 

Kapitel 3.2.8.1 gewählten Zytokin-Konzentrationen (50 ng/ml TNF-α, 20 ng/ml IFN-γ und 

100 ng/ml LPS) zur Aktivierung der Mikroglia führen. Dagegen wurde für die NK eine 

vergleichsweise geringe Fluoreszenz und eine damit bis zu 78,2 % geringere ROS-Bildung 

detektiert. Mit diesem Versuch konnte eine erhöhte ROS-Bildung und damit eine Aktivierung der 

Mikroglia durch Zugabe der pro-inflammatorischen Zytokine nachgewiesen werden.  

3.2.8.3.2 Expression von CD11b in Mikroglia 

Neben dem ROS Assay wurde die Aktivierung der Mikroglia ebenfalls über eine 

Genexpressionsanalyse nachgewiesen. Anhand der Literatur konnte gezeigt werden, dass die 

Expression des Zelladhäsionsmoleküls CD11b in aktivierten Mikroglia hochreguliert wird.154,457,460 

In diesem Versuch wurde die Expression des Markers CD11b in behandelten sowie unbehandelten 

HM untersucht. Dafür wurden HM mit den aus Kapitel 3.2.8.1 gewählten 

Zytokin-Konzentrationen 50 ng/ml TNF-α, 20 ng/ml IFN-γ und 100 ng/ml LPS behandelt. Zur 

Kontrolle wurden unbehandelte Mikroglia verwendet. Nach 72 h wurde mithilfe der RT-qPCR die 

Expression von CD11b quantifiziert. Das Ergebnis ist in Abbildung 115 dargestellt.  

 

 

Abbildung 115: Relative mRNA-Expression von CD11b in HM unter Einfluss von LPS, IFN-γ und TNF-α. 
4×104 HM wurden in Wells einer 48-Well-Platte in ihrem Spezialmedium MM ausgesät. Am Folgetag wurden die 
Zellen mit 50 ng/ml TNF-α, 20 ng/ml IFN-γ und 100 ng/ml LPS behandelt. Als Kontrolle wurden unbehandelte HM 
analysiert. Nach 72 h wurde die RNA der Zellen isoliert, in cDNA transkribiert und mithilfe der farbstoffbasierten 
RT-qPCR die Expression von CD11b quantifiziert. Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Die erhaltenen 
Resultate wurden anhand der DDCt-Methode auf die Kontrolle normiert (= 1). Mittelwerte und 
Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede wurden mit *p < 0,05, 
**p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

Es konnte gezeigt werden, dass die Expression von CD11b durch Behandlung der 

inflammatorischen Zytokine im Vergleich zur Kontrolle hochreguliert wurde. Somit konnte für 

LPS eine 6,28-fache, für IFN-γ eine 4,71-fache und für TNF-α eine 1,87-fache Expression festgestellt 
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werden. Dieses Resultat deutet auf eine durch pro-inflammatorische Zytokine induzierte 

Aktivierung der HM hin. Auch Roy et al. konnten durch Behandlung mit 500 ng/ml LPS eine 

erhöhte Expression von CD11b in Mikroglia aus der Ratte detektieren.366 Dagegen konnten 

Mazzeo et al. durch Zugabe von TNF-α sowie IFN-γ eine Aktivierung von HM erzielen.357 

Zusammenfassend konnte die Aktivierung der HM mithilfe eines ROS Assays sowie einer 

Expressionsanalyse von CD11b durch Behandlung mit inflammatorischen Zytokine bestätigt 

werden. Somit ist das Resultat mit den Erkenntnissen in der Literatur deckungsgleich und kann 

zur Modellierung der Neuroinflammation verwendet werden.  

3.2.8.4 Einfluss der pro-inflammatorischen Zytokine auf die Barriere der BBB 

Es ist bekannt, dass eine Neuroinflammation neben einer Aktivierung von Mikroglia auch mit 

einem Verlust der Barriereintegrität in der BBB einhergeht.461-463 So konnte dieser Effekt ebenfalls 

in Parkinsonpatienten festgestellt werden.461,464,154 Auch in verschiedenen in vitro 

Inflammations-Modellen wurde nachgewiesen, dass die Zugabe pro-inflammatorischer Zytokine 

den Verlust der Barrierefunktion der BBB sowie eine Überaktivierung der Mikroglia induziert.156 

So resultierte die Behandlung eines BBB-Modells mit TNF-α in einem Verlust der Barrierefunktion 

sowie in einer höheren Permeabilität.156 Auch eine in vivo Injektion von LPS in Tierversuchen 

verringerte die Barriereintegrität, sodass Zellen der peripheren Immunantwort in das Hirngewebe 

eindringen konnten.154 Daneben wies eine Behandlung von zerebralen Endothelzellen mit IFN-γ 

bereits nach 3 h eine höhere vaskuläre Permeabilität im Vergleich zur Kontrolle auf.465  

Im Rahmen dieser Arbeit konnte in Kapitel 3.2.8.2 ein Einfluss pro-inflammatorischer Zytokine auf 

die Ausbildung der Barriere beobachtet werden. Dabei konnte eine Abnahme der Expression des 

Barriere-Markers VE-Cadherin in hCMEC/D3 immunhistochemisch nachgewiesen werden. Um 

dies genauer zu untersuchen, wurde im Folgenden eine Genexpressionsanalyse und 

TEER-Messungen unter Einfluss der inflammatorischen Zytokine LPS, IFN-γ und TNF-α 

durchgeführt. Dabei sollte der in der Literatur beschriebene Verlust der Barrierefunktion des 

etablierten NVU-Modells sowohl im Transwell-System als auch im vasQchip untersucht werden.  

Für eine Untersuchung im Transwell-System wurde das NVU-Modell nach Kapitel 3.2.2 

vorbereitet. 3 h nach Einbringung der hCMEC/D3 wurde das NVU-Modell durch apikale Zugabe 

von inflammatorischen Zytokinen behandelt. Hierbei wurden in drei getrennten Ansätzen die 

bereits zuvor verwendeten Zytokin-Konzentrationen 50 ng/ml TNF-α, 20 ng/ml IFN-γ und 

100 ng/ml LPS eingesetzt. Es folgte eine Behandlung über 7 Tage bei 5 % CO2 und 37 °C in 

M7 1:1 BM. Dabei wurde an Tag 2, 3, 4, 5 und 7 nach der Behandlung der hCMEC/D3 eine 

TEER-Messung durchgeführt. Als Kontrolle fungierte ein unbehandeltes NVU-Modell. Analog 

dazu wurde nach erfolgter TEER-Messung mithilfe der RT-qPCR an Tag 7 die Expression 

spezifischer Barriere-Marker quantifiziert. Die Ergebnisse der relativen Expression sowie der 

TEER-Messungen sind in Abbildung 116 dargestellt.  
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Abbildung 116: Einfluss der pro-inflammatorischen Zytokine LPS, IFN-γ und TNF-α auf die Barriere der 
hCMEC/D3 im etablierten NVU-Modell im Transwell-System. Das Transwell-System wurde apikal mit 
0,1 mg/ml und basal mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Es folgte eine Besiedlung mit 2×104 HBVP in KM. Um das 
Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran zu gewährleisten, wurde das Transwell für 3 h um 180° gedreht 
positioniert. Am nächsten Tag folgte eine Einbringung von 2×104 HA und 0,4×104 HM nach demselben Prinzip in 
KM. 24 h später wurde eine Beschichtung mit Matrigel hESC im basalen Kompartiment durchgeführt und 
0,6×104 NSC basal auf die PC-Membran in M7 1:1 BM nach demselben Prinzip ausgesät. Es erfolgte eine 
Kultivierung in M7 1:1 BM bei 5 % CO2 und 37 °C. Nach 7 Tagen konnten 6×104 hCMEC/D3 apikal eingebracht 
werden. 3 h nach Einbringung der hCMEC/D3 erfolgte eine Behandlung mit 50 ng/ml TNF-α, 20 ng/ml IFN-γ und 
100 ng/ml LPS. Zur Kontrolle wurden unbehandelte Kokultur-Modelle verwendet. Ein Mediumwechsel wurde alle 
2 bis 3 Tage durchgeführt. Anschließend erfolgte an Tag 2, 3, 4, 5 und 7 (nach Behandlung der hCMEC/D3) eine 
TEER-Messung. Nach erfolgter TEER-Messung wurde an Tag 7 die RNA der hCMEC/D3 isoliert, in cDNA 
transkribiert und mithilfe der farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression spezifischer Barriere-Marker 
quantifiziert. Als Referenzgen wurde GAPDH verwendet. Die erhaltenen Resultate wurden anhand der 
DDCt-Methode auf die Kontrolle normiert (= 1). (A) zeigt die ermittelten TEER-Werte Werte normiert auf die 
Kultivierungsfläche (0,33 cm2) und (B) die relative mRNA-Expression spezifischer Barriere-Marker an Tag 7. 
Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. 

Anhand der TEER-Messung konnte bereits an Tag 2 im Vergleich zur Kontrolle 

(44,77 ± 0,72 W cm2) eine Abnahme der Barriereintegrität durch eine Behandlung mit den 

pro-inflammatorischen Zytokinen beobachtet werden. Dabei wurden TEER-Werte von 

21,25 ± 2,64 W cm2 (LPS), 28,32 ± 0,46 W cm2 (IFN-γ) und 15,82 ± 1,33 W cm2 (TNF-α) ermittelt. Ab 

Tag 2 konnte eine weitere Abnahme der Barriereintegrität der hCMEC/D3 ermittelt werden, sodass 

an Tag 7 TEER-Werte von 9,80 ± 0,51 W cm2 (LPS), 15,24 ± 1,03 W cm2 (IFN-γ) und 8,39 ± 0,31 W cm2 

(TNF-α) bestimmt wurden. Damit konnte eine Abnahme der Barrierefunktion in den hCMEC/D3 

durch Behandlung der Zytokine bestätigt werden. Ähnliche Resultate erzielten Rahman et al. sowie 

Daniels et al.453,465 Hierbei wurde ebenfalls eine Abnahme der TEER-Werte von hCMEC/D3 sowie 

anderer zerebraler Endothelzellen in Kokultur mit anderen NVU-Zelltypen im Transwell-System 

durch Behandlung der Zytokine IFN-γ sowie TNF-α festgestellt.453,465 Anhand der erzielten 

Resultate der Genexpressionsanalyse konnte an Tag 7 im Vergleich zur Kontrolle eine verminderte 

Expression von CD31 , Occludin, VE-Cadherin, ZO-1, Claudin-5 sowie der Efflux-Pumpe BCRP 

unter Einfluss der inflammatorischen Zytokine beobachtet werden. Dieses Resultat bestätigt die 

Ergebnisse der TEER-Messung. Jedoch konnte eine leichte Zunahme der Expression von P-gp im 
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mit LPS (1,19 ± 0,05) sowie TNF-α (1,05 ± 0,19) behandelten NVU-Modell detektiert werden. Eine 

Zunahme der Expression von P-gp in hCMEC/D3 aufgrund einer Behandlung mit 

inflammatorischen Zytokinen konnte bereits von Poller et al. gezeigt werden.466 Hierbei wird 

vermutet, dass der Transporter P-gp dem Verlust der Barrierefunktion durch den aktiven 

Abtransport unerwünschter Moleküle entgegenwirkt, was in einer erhöhten Expression 

resultiert.466 

Im nächsten Schritt wurde die Barriereintegrität im etablierten NVU-Modell im vasQchip aus 

Kapitel 3.2.3 unter inflammatorischer Bedingung untersucht. Hierfür wurde ein NVU-Modell aus 

hCMEC/D3, HBVP, HA, HM und Neuronen im vasQchip nach Kapitel 3.2.3 rekonstruiert. 3 h nach 

der Besiedlung mit hCMEC/D3 wurde das NVU-Modell durch Zugabe des inflammatorischen 

Zytokins TNF-α in einer Konzentration von 50 ng/ml über den Mikrokanal behandelt. Da die 

Anzahl der vasQchips aufgrund der Spritzenpumpe für diesen Versuch limitiert war, wurde das 

Zytokin TNF-α gewählt, da dieses in der Literatur sowie in den vorherigen Versuchen die größten 

Effekte erzielte. Das Zytokin wurde in der entsprechenden Konzentration in M7 1:1 BM in die 

Spritzen eingebracht und es folgte eine fluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h 

über einen Zeitraum von 7 Tagen. Für eine Kontrolle wurden unbehandelte NVU-Modelle im 

vasQchip verwendet, die unter identischen Parametern kultiviert wurden. An Tag 7 konnte eine 

Quantifizierung der Expression erfolgen. Das Ergebnis ist in Abbildung 117 dargestellt. Es konnte 

im Vergleich zur Kontrolle eine verminderte Expression von CD31 mit 0,76 ± 0,20, Occludin mit 

0,58 ± 0,11, ZO-1 mit 0,58 ± 0,11, VE-Cadherin mit 0,67 ± 0,24, BCRP mit 0,82 ± 0,03 und Claudin-5 

mit 0,46 ± 0,18 detektiert werden. Dieses Resultat stimmt mit den Ergebnissen aus Abbildung 116 

im Transwell-System überein. Eine Abnahme der Expression verschiedener Barriere-Marker durch 

die Einwirkung inflammatorischer Zytokine konnte bereits anhand zahlreicher Untersuchungen 

in der Literatur bestätigt werden.467 So konnten Poller et al. nachweisen, dass eine Behandlung der 

hCMEC/D3 mit TNF-α in Kokultur mit Astrozyten in einer Abnahme der BCRP-Expression 

resultiert.466 Auch Kebir et al. waren in der Lage durch Zugabe eines pro-inflammatorischen 

Zytokins die verminderte Expression der Tight Junction-Proteine ZO-1 und Occludin in zerebralen 

Endothelzellen zu belegen.468 Zudem konnten Camire et al. und Christofidou-Solomidou et al. eine 

Abnahme der Expression des Tight Junction-Proteins Claudin-5 sowie des Junction-assoziierten 

Proteins CD31 durch Behandlung mit TNF-α in zerebralen Maus-Endothelzellen feststellen.469,470 

Ähnliche Resultate erzielten Achyuta et al. in einem NVU-Modell aus Endothelzellen, Astrozyten, 

Neuronen und Mikroglia in einem Organ-on-a-chip System durch Behandlung mit TNF-α.176 

Verglichen mit der Genexpressionsanalyse im Transwell-System konnte auch hier eine erhöhte 

Expression der Transporter-Pumpe P-gp mit 1,27 ± 0,24 detektiert werden. Wie zuvor erläutert, 

wurde dieses Phänomen bereits von Poller et al. beschrieben.466  
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Abbildung 117: Relative mRNA-Expression essentieller Barriere-Marker in hCMEC/D3 im etablierten 
NVU-Modell im vasQchip unter Einfluss von TNF-α. Für eine Besiedlung des umgebenden Kompartiments 
wurde die PC-Membran mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtet. Daraufhin wurden 5×105 HBVP in KM ausgesät. Am 
nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 5×105 HA und 1×105 HM in KM auf die ausgebildete 
Perizyten-Zellschicht. 24 h später wurde die Zellschicht mit Matrigel hESC (Verdünnung 1:100) beschichtet und 
mit 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach 48 h wurde das umgebende Kompartiment durch Anbringung eines 
Kleberinges und Deckglases geschlossen. Anschließend erfolgte eine fluidische Kultivierung bei einer Flussrate 
von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen wurde der Mikrokanal mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichtet 
und mit 7,5×104 hCMEC/D3 besiedelt. Nach 3 h erfolgte eine Behandlung mit TNF-α in einer Konzentration von 
50 ng/ml in M7 1:1 BM unter mikrofluidischen Bedingungen bei einer Flussrate von 100 µl/h. Zur Kontrolle wurde 
ein unbehandeltes Kokultur-Modell verwendet. Alle 2 bis 3 Tage wurde ein Mediumwechsel im umgebenden 
Kompartiment durchgeführt. Nach 7 Tagen wurde die RNA der hCMEC/D3 isoliert, in cDNA transkribiert und 
mithilfe der farbstoffbasierten RT-qPCR die Expression Barriere-relevanter Proteine quantifiziert. Als Referenzgen 
wurde GAPDH verwendet. Die erhaltenen Resultate wurden anhand der DDCt-Methode auf die Kontrolle normiert 
(= 1). Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. Statistisch signifikante Unterschiede 
wurden mit *p < 0,05, **p < 0,01 und ***p < 0,001 gekennzeichnet. 

3.2.8.5 Kapitelzusammenfassung Modellierung der Neuroinflammation in Parkinson 

In diesem Kapitel konnte der Verlust der Barrierefunktion durch Behandlung mit 

pro-inflammatorischen Zytokinen im Transwell-System sowie im vasQchip mithilfe von 

TEER-Messungen und einer Genexpressionsanalyse nachgewiesen werden. Somit konnten die 

Ergebnisse der Immunfluoreszenzfärbung aus Kapitel 3.2.8.2 bestätigt werden. Darüber hinaus 

stimmte das Resultat mit den Erkenntnissen aus der Literatur überein. Zudem konnte in 

Kapitel 3.2.8.3 eine Aktivierung der Mikroglia durch Zugabe der pro-inflammatorischen Zytokine 

detektiert werden. Damit konnte gezeigt werden, dass eine Modellierung der Neuroinflammation 

in den etablierten NVU-Modellen im Transwell sowie im vasQchip prinzipiell möglich ist. Jedoch 

wurde hierbei der Fokus lediglich auf die Aktivierung der Mikroglia sowie dem Funktionsverlust 

der BBB gelegt. So wurde in den behandelten NVU-Modellen im vasQchip und Transwell weder 

eine Aktivierung der Mikroglia noch ein Absterben der Neuronen aktiv nachgewiesen. Zukünftig 

sollte dies überprüft werden. Darüber hinaus gehen in vivo mit einer Neuroinflammation weitaus 

mehr zelluläre inflammatorische Prozesse einher wie die Rekrutierung verschiedener 
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Immunzellen aus dem zerebralen peripheren Blutgefäß. Daher muss hierbei beachtet werden, dass 

eine vollständige Abbildung der Neuroinflammation in Parkinson ein hochgradig komplexes 

System erfordert, mit dem es möglich ist, die Zusammenhänge zwischen den Zelltypen der NVU 

einschließlich der BBB sowie der peripheren Immunantwort korrekt abzubilden. Jedoch konnten 

im Rahmen dieser Arbeit erstmals wichtige Erkenntnisse erbracht werden, die als Basis für ein 

solch komplexes System fungieren können. In ferner Zukunft könnten derartige Modelle neue 

Einblicke in die Pathogenese der Neuroinflammation ermöglichen und damit zur Entwicklung 

neuer Behandlungsmöglichkeiten beitragen.  

3.2.9 Wirkstofftestung im vasQchip zur Behandlung von Parkinson 

Organ-on-a-chip Systeme liegen heutzutage im Fokus der Forschung.471,472 Solche Systeme 

ermöglichen eine in vitro Rekonstruktion verschiedener Barrieren des menschlichen Körpers. Es ist 

bekannt, dass nur etwa 2 % der arzneilichen Wirkstoffe die BBB im Gehirn überwinden können.86,87 

Damit haben zukünftige in vitro BBB-Modelle mit derartigen in vivo ähnlichen 

Barriereeigenschaften das Potential neue Wirkstoffkandidaten zur Behandlung von 

neurodegenerativen Erkrankungen zu validieren.72,472 Dabei kann spezifisch die Penetration von 

therapeutischen Wirkstoffen durch die dichte Barriere der BBB in das umliegende 

Hirngewebemodell untersucht werden. In den folgenden Kapiteln wurde das etablierte 

BBB-Modell im Organ-on-a-chip System vasQchip auf seine Eignung als Testsystem für 

therapeutische Wirkstoffe überprüft. Der Fokus lag dabei auf der Behandlung der 

neurodegenerativen Erkrankung Parkinson. Daher wurden im Folgenden Parkinson-relevante 

Wirkstoffe getestet.  

3.2.9.1 Testung von Wirkstoffen zur Therapie von Parkinson im vasQchip 

Um das etablierte NVU-Modell im vasQchip aus Kapitel 3.2.3 zukünftig als Wirkstoff-Testsystem 

einsetzen zu können, ist es von Bedeutung die Barrierefunktion einer in vivo BBB naturgetreu 

imitieren zu können. Hierbei ist es wichtig, dass das Barriere-Modell ein in vivo ähnliches 

Permeabilitätsverhalten sowie die damit verbundene Kontrollfunktion im vasQchip reproduzieren 

kann. Dafür wurden die Parkinson-relevanten Wirkstoffe Carbidopa und Levodopa eingesetzt 

(Abbildung 118).  

 

 

Abbildung 118: Strukturformel von Levodopa und Carbidopa.  
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Der Wirkstoff Levodopa war der erste und erfolgreichste Durchbruch zur Behandlung von 

Parkinson und wird seit fast 50 Jahren zur Therapie oral verwendet.473,474 Dabei kann Levodopa als 

Vorstufe von Dopamin in vivo die BBB überwinden und nach der Verstoffwechslung das Defizit 

des Dopamins im ZNS ausgleichen.474,475 Um einen vorzeitigen Abbau von Levodopa vor Erreichen 

des Zielgewebes zu verhindern, wird der Wirkstoff in Kombination mit dem 

Decarboxylase-Inhibitor Carbidopa verabreicht.473,475 Im Gegensatz zu Levodopa ist Carbidopa als 

Decarboxylase-Inhibitor nicht in der Lage die BBB zu überwinden.473 Der folgende Versuch beruhte 

auf dem charakteristischen Penetrationsverhalten der beiden Wirkstoffe. Hierbei wurde zum einen 

überprüft, ob Levodopa fähig ist die Barriere im NVU-Modell zu überwinden und zum anderen 

ob die Barriere eine Penetrierung von Carbidopa erlaubt. Das Ergebnis sollte zeigen, ob die Barriere 

des etablierten BBB-Modells in der Lage ist, die selektive Permeabilität der in vivo BBB zu 

repräsentieren.  

Da eine Integration der Neuronen und Mikroglia zeitlich erst später erfolgte, wurde ein 

BBB-Modell inklusive hCMEC/D3, HBVP und HA verwendet. Bevor der Versuch durchgeführt 

werden konnte, wurde zuvor die Viabilität der Zellen mithilfe eines MTT Assays in 

unterschiedlichen Konzentrationen von Carbidopa sowie Levodopa untersucht. Die 

Durchführung des MTT Assays erfolgte in Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder 

(Masterstudentin, IFG, KIT). Hierfür wurden HBVP, HA sowie hCMEC/D3 mit Carbidopa und 

Levodopa in Konzentrationen von 1 µM, 20 µM, 60 µM, 100 µM, 500 µM, 1000 µM und 2000 µM 

behandelt. Nach 72 h erfolgte die Bestimmung der Viabilität. Die ermittelten Ergebnisse sind in 

Abbildung 119 dargestellt. Es konnte in allen drei Zelltypen eine stark abnehmende Viabilität bei 

einer Wirkstoff-Konzentration von 500 µM beobachtet werden. Somit konnten LD50-Werte von 

194,83 µM für hCMEC/D3, 154,93 µM für HBVP und 144,56 µM für HA bei einer Behandlung mit 

Carbidopa ermittelt werden. Bei einer Behandlung mit Levodopa wurden LD50-Werte von 

326,34 µM für hCMEC/D3, 268,76 µM für HBVP und 600,54 µM für HA festgestellt. Ein ähnliches 

Viabilitätsverhalten konnte in der Literatur bei Neuronen detektiert werden, sodass bereits eine 

Levodopa-Konzentration ab 200 µM die Viabilität von Neuronen um 30-40 % reduzieren konnte.476 

Zur Therapie von Parkinson wird kommerziell ein Levodopa-Carbidopa-Verhältnis von 4:1 

verwendet.477,478 Daher wurden die Wirkstoff-Konzentrationen 100 µM Levodopa und 

25 µM Carbidopa gewählt. Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass diese Konzentrationen 

keinen großen Einfluss auf die Zellviabilität ausüben.  
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Abbildung 119: Toxizität der Wirkstoffe Levodopa und Carbidopa. Für den MTT Assay wurden 1×104 HBVP, HA 
sowie 2×104 hCMEC/D3 in Wells einer 96-Well-Platte in ihren Spezialmedien PM, AM und KM ausgesät. Am 
nächsten Tag erfolgte eine Behandlung mit Levodopa und Carbidopa. Nach 72 h wurde die Viabilität der Zellen 
mithilfe des MTT Assays quantifiziert. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 ermittelt. In 
Kollaboration mit B. Sc. K. Stauder. 

Nachdem geeignete Konzentrationen von Levodopa und Carbidopa zur Wirkstofftestung im 

vasQchip ermittelt werden konnten, wurde ein Kokultur-Modell aus hCMEC/D3, HBVP und HA, 

wie in Kapitel 3.2.3.2 beschrieben, in die vasQchips eingebracht. Es folgte eine fluidische 

Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h in M7 1:1 BM. Nach 7 Tagen war das BBB-Modell 

vollständig ausgebildet. Anschließend wurden 25 µM (6,106×103 ng/ml) Carbidopa und 

100 µM (1,9719×104 ng/ml) Levodopa zusammen mit M7 1:1 BM in die Spritzen der Spritzenpumpe 

gefüllt und für 8 h durch den Mikrokanal des vasQchips gepumpt. Dabei wurde das Medium aus 

dem Mikrokanal in einem Reaktionsgefäß aufgefangen (Abbildung 120).  
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Abbildung 120: Versuchsaufbau der Wirkstofftestung mit Carbidopa und Levodopa im BBB-Modell im 
fluidischen vasQchip. 

Um die Penetration der Wirkstoffe zeitlich zu verfolgen, wurden nach 2 h, 4 h und 8 h Proben aus 

dem Mikrokanal sowie aus dem umgebenden Kompartiment entnommen. Levodopa und 

Carbidopa weisen weder einen Fluorophor noch eine Eigenfluoreszenz auf. Daher wurde zur 

Ermittlung der Konzentration im Mikrokanal sowie im umgebenden Kompartiment in 

Kollaboration mit Dipl.-Ing. F. Kirschhöfer (IFG, KIT) eine Flüssigchromatographie mit 

Massenspektrometrie-Kopplung (Liquid chromatography-tandem mass spectrometry, LC-MS/MS) 

durchgeführt. Die Ergebnisse sind in Abbildung 121 dargestellt. Hierbei sind die ermittelten 

Wirkstoff-Konzentrationen im Mikrokanal, im umgebenden Kompartiment sowie die 

Gesamtkonzentration über die Zeit aufgetragen. Es konnte gezeigt werden, dass Levodopa die 

Barriere der hCMEC/D3 im vasQchip überwinden konnte. Nach 2 h wurde eine Konzentration von 

3,03×103 ng/ml im umgebenden Kompartiment detektiert. Jedoch ist eine ca. 89,1%ige Abnahme der 

Gesamtkonzentration mit zunehmender Zeit zu beobachten, sodass diese nach 8 h bei 

2,15×103 ng/ml lag. Darüber hinaus konnte Carbidopa in diesem Versuch nicht detektiert werden. 

Da die Carbidopa-Konzentration jedoch zum Zeitpunkt t = 0 h ermittelt werden konnte, lässt dies 

einen Abbau des Wirkstoffs vermuten. Es ist bekannt, dass Carbidopa gegenüber 

Oxidationsreaktionen anfällig reagiert.479,480 Es wurde zwar teilweise mit einer Schutzatmosphäre 

aus Stickstoff gearbeitet, um die Proben vor Sauerstoff aus der Luft zu schützen, jedoch war dies 

nicht im ganzen Versuchsaufbau möglich. Möglicherweise könnte dies den Abbau von Carbidopa 

erklären. Da Carbidopa als Decarboxylase-Inhibitor nicht mehr vorhanden war, könnte der Abbau 

von Levodopa durch Decarboxylasen ermöglicht worden sein. Bereits in der Literatur wurde die 

Anfälligkeit von Levodopa auf Decarboxylasen umfassend beschrieben.479,480 Zur weiteren 

Überprüfung der Vermutungen wird eine Wiederholung des Versuchs nahegelegt.  
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Abbildung 121: LC-MS/MS der Wirkstofftestung von Levodopa und Carbidopa im BBB-Modell des vasQchips. 
5×105 HBVP wurden in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in KM ausgesät. Am 
nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 5×105 HA in KM auf die ausgebildete Perizyten-Zellschicht. Am 
Folgetag wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in den mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal ausgesät. Es folgte 
eine fluidische Kultivierung in M7 1:1 BM bei einer Flussrate von 100 µl/h. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 
3 Tage durchgeführt. Nach 7 Tagen war das BBB-Modell vollständig ausgebildet. Daraufhin wurden die Spritzen 
mit 25 µM (6,106×103 ng/ml) Carbidopa und 100 µM (1,9719×104 ng/ml) Levodopa in M7 1:1 BM gefüllt und es folgte 
eine mikrofluidische Inkubation von 8 h bei einer Flussrate von 100 µl/h. Dabei wurde das Medium aus dem 
Mikrokanal in einem Reaktionsgefäß aufgefangen. Eine Probenentnahme erfolgte nach 2 h, 4 h sowie 8 h aus dem 
Mikrokanal sowie aus dem umgebenden Kompartiment, um die Penetration der Wirkstoffe zeitlich zu verfolgen. 
In Kollaboration mit Dipl.-Ing. F. Kirschhöfer wurde die Konzentration der Wirkstoffe im umgebenden 
Kompartiment mithilfe einer LC-MS/MS ermittelt. Mittelwerte und Standardabweichungen wurden aus n = 3 
ermittelt. 

Da Levodopa in das umgebende Kompartiment penetrieren konnte, wurde das Endothel im 

Mikrokanal auf seine Konfluenz überprüft. Dabei sollte untersucht werden, ob die Zellschicht 

homogen und lückenlos vorliegt, um eine unspezifische Penetration von Levodopa 

auszuschließen. Dafür wurden die Zellen in den vasQchips nach der Wirkstoffuntersuchung 

mithilfe einer Immunfluoreszenzfärbung charakterisiert. Zur Überprüfung der Konfluenz der 

hCMEC/D3 im Mikrokanal wurde der Barriere-Marker CD31 und für HA der Astrozytenmarker 

GFAP sowie für HBVP der Perizytenmarker α-SMA verwendet. Mithilfe konfokaler 

Fluoreszenzmikroskopie wurde ein TileScan in einer Höhe von 350 µm durchgeführt. Dies 

ermöglichte eine Betrachtung des nahezu gesamten Mikrokanals. Die generierte 3D-Projektion 

sowie Tiefenfärbung ist in Abbildung 122 dargestellt. Es konnte ein konfluenter Endothelzelllayer 

im Mikrokanal sowie eine HA/HBVP-Zellschicht im umgebenden Kompartiment beobachtet 

werden. Damit konnte ein Eindringen von Levodopa in das umgebende Kompartiment aufgrund 

eines löchrigen Endothelzelllayers ausgeschlossen werden.  
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Abbildung 122: Immunfluoreszenzfärbung des BBB-Modells aus hCMEC/D3, HBVP und HA im vasQchip nach 
erfolgter Wirkstofftestung. Für die Besiedlung des mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichteten umgebenden 
Kompartiments wurden 5×105 HBVP in KM ausgesät. Ein Tag später erfolgte eine Einbringung von 5×105 HA in KM 
auf die ausgebildete Perizyten-Zellschicht. 24 h später wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in den mit 0,1 mg/ml Kollagen I 
beschichteten Mikrokanal ausgesät. Daraufhin erfolgte eine fluidische Kultivierung in M7 1:1 BM bei einer 
Flussrate von 100 µl/h. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 3 Tage durchgeführt. Nach 7 Tagen wurde das 
BBB-Modell zur Wirkstofftestung mit 25 µM Carbidopa und 100 µM Levodopa in M7 1:1 BM für 8 h behandelt. 
Zur Beurteilung der Konfluenz der Zelllayer wurden die Zellen für eine Immunfluoreszenzfärbung fixiert, 
permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Daraufhin konnte eine spezifische 
Antikörperfärbung der jeweiligen zellspezifischen Marker durchgeführt werden. Die Zellkerne wurden mit 
Hoechst33342 visualisiert. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt 
(n = 119, Abstand = 3 µm, h = 350 µm, Leica Stellaris 5). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 
3D-Projektionen sowie Tiefenfärbungen erstellt werden. Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. 
Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA in HBVP. Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31 in hCMEC/D3. (i) zeigt die innere, (ii) die horizontale und (iv) die 
äußere laterale Ansicht der 3D-Projektion. (iii) stellt die Tiefenfärbung der horizontalen Ansicht (ii) dar. Der 
Maßstabsbalken für (i) und (iv) entspricht 200 µm, für (ii) und (iii) 1 mm.  

3.2.9.1.1 Kapitelzusammenfassung Testung von Wirkstoffen zur Therapie von Parkinson im 
vasQchip 

Anhand der Ergebnisse dieses Versuches wurde eine Penetration von Levodopa durch die Barriere 

der hCMEC/D3 in das umgebende Kompartiment detektiert. Gleichzeitig konnte aufgrund der 

Degradierung von Carbidopa nicht gezeigt werden, dass Carbidopa unfähig ist die Barriere des 

Kokultur-Modells zu überwinden. Damit konnte eine in vivo ähnliche Funktionalität des 

BBB-Modells inklusive HA und HBVP im vasQchip zunächst nur teilweise validiert werden. 

Jedoch wurden mit diesem Versuch erste wichtige Erkenntnisse gewonnen, die für strukturelle 

Anpassungen des vasQchips als Testsystem für Wirkstoffe fungieren.  

Zukünftig könnte eine in vivo ähnliche Permeabilität des Barriere-Modells neben Levodopa und 

Carbidopa mit anderen Stoffen wie Mannitol (nur 2 % BBB-gängig) oder Metoprolol (BBB-gängig) 

untersucht werden.481,482 Hierfür sollte das vollständig etablierte NVU-Modell aus Kapitel 3.2.3 

inklusive Neuronen und Mikroglia zur Wirkstofftestung eingesetzt werden. 

3.2.9.2 Transport von Dopamin beladenem Nanogel im vasQchip 

Nur 1 % des oral eingenommen Levodopa erreicht aufgrund der Decarboxylierung zu Dopamin 

das Gehirn. Daher wird Levodopa in Kombination mit dem Decarboxylase-Inhibitor Carbidopa 

verabreicht, wodurch die Verfügbarkeit im Gehirn um den Faktor 10 erhöht wird.474 Jedoch 

konnten klinische Studien belegen, dass Carbidopa in Kombination mit Levodopa häufig 

gastrointestinale Nebenwirkungen in Parkinson-Patienten auslöst.474,483,484 Zudem konnte gezeigt 
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werden, dass 75 % der Parkinson-Patienten durch eine regelmäßige Einnahme von Levodopa nach 

vier bis sechs Monaten Dyskinesien entwickeln.2, 473 Darüber hinaus wurde eine Wirksamkeit von 

Levodopa nach 2 Jahren Behandlung nur noch bei 20 % der Parkinson Patienten nachgewiesen.473 

Dennoch wird Levodopa in Kombination mit Carbidopa als Goldstandard zur Behandlung von 

Parkinson verwendet.473,485 Inzwischen gibt es zahlreiche Untersuchungen zu alternativen 

Behandlungsmethoden. Dazu zählen nanopartikuläre Drug-Delivery-Systeme.159,486 Diese 

nanoskaligen Systeme erlauben einen zielgerichteten Transport verschiedener Wirkstoffe in ein 

Gewebe.486,487 Durch Integration der Wirkstoffe in den nanopartikulären Drug-Delivery-Systemen, 

ist es möglich diese vor einem unerwünschten Abbau zu schützen und potentielle 

Nebenwirkungen zu verhindern.486,487 Dabei ermöglicht eine Modifizierung der Oberfläche durch 

verschiedene Moleküle einen zielgerichteten Transport in das gewünschte Organ oder Gewebe. 

Des Weiteren sind nanopartikuläre Drug-Delivery-Systeme dafür bekannt sehr dichte Barrieren wie 

die BBB zu überwinden.488,489 Ein besonderes Augenmerk liegt auf den Nanogelen, welche in ihren 

grundlegenden Strukturen den Hydrogelen ähneln.487,490,491 Aufgrund ihrer hohen 

Wasserkapazität, biologischen Abbaubarkeit und Biokompatibilität finden Nanogele immer 

häufiger Verwendung.487,491 Zudem können Nanogele in Zellen durch Peptidasen enzymatisch 

abgebaut werden und somit die Wirkstoffe im Zielgewebe freisetzen.491 Im Vergleich zu Levodopa 

ist Dopamin in vivo nicht in der Lage die BBB zu überwinden.474 In diesem Versuch sollte in 

Kollaboration mit M. Sc. J. Pfeifer (IFG, KIT) untersucht werden, ob Dopamin beladene Nanogele 

in der Lage sind den Wirkstoff zielgerichtet in das umgebende Kompartiment des in vitro 

BBB-Modells zu transportieren. Hierfür wurden P8@GNG[DP]-Nanogele verwendet, die durch 

Mikroemulsion aus GelNB/GelS Hydrogelen hergestellt und mit Dopamin beladen wurden 

(Abbildung 123). Um einen zielgerichteten Transport der Nanogele zur BBB zu gewährleisten, 

wurde ein organspezifisches Peptoid (Peptoid 8, Abbildung 123) über eine Thiol-En-Reaktion an 

die freien GelS-Thiolgruppen des Nanogels gekuppelt. Dr. I. Wehl konnte bereits in ihrer 

Dissertation bei der Charakterisierung einer Peptoidbibliothek zeigen, dass das Peptoid 8 mit der 

Peptoidsequenz Nprg-Nprg-Npcb-Nphe-RhodB im olfaktorischen System von Zebrafischen 

akkumuliert und damit für einen hirnspezifischen Transport geeignet ist.485 

 

 

Abbildung 123: Strukturformel von Dopamin und Peptoid 8.  
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Eine Überprüfung des zielgerichteten Transports kann durch eine mikroskopische Visualisierung 

über das an das Peptoid gekuppelte Rhodamin B erfolgen. Die Synthese und Charakterisierung 

der beschriebenen Nanogele erfolgte durch M. Sc. J. Pfeifer. Eine REM-Aufnahme der 

P8@GNG-Nanogele sowie eine schematische Darstellung des P8@GNG[DP]-Nanogels ist in 

Abbildung 124 dargestellt.  

 

 

Abbildung 124: REM-Aufnahme der P8@GNG-Nanogele und schematische Darstellung der mit Dopamin 
beladenen P8@GNG[DP]-Nanogele. (A) zeigt die REM-Aufnahme der P8@GNG-Nanogele, dabei lag die 
durchschnittliche Größe bei ca. 85 nm (in Kollaboration mit M. Sc. J. Pfeifer). (B) zeigt die schematische Darstellung 
des mit Dopamin beladenen P8@GNG[DP]-Nanogels. Der Maßstabsbalken entspricht für (A) 100 nm. Die Synthese 
und Charakterisierung der Nanogele erfolgten durch M. Sc. J. Pfeifer.  

Bevor dieser Versuch durchgeführt werden konnte, wurde zunächst die Toxizität der Nanogele 

sowie des Dopamins mithilfe eines MTT Assays in Kollaboration mit M. Sc. J. Pfeifer untersucht. 

Da eine Integration der Neuronen und Mikroglia zeitlich erst später erfolgte, wurde ein 

BBB-Modell inklusive hCMEC/D3, HBVP und HA verwendet. Daher wurden für den MTT Assay 

HBVP, HA sowie hCMEC/D3 mit unterschiedlichen Dopamin-Konzentrationen von 1 µM, 20 µM, 

60 µM, 100 µM, 500 µM, 1000 µM und 2000 µM behandelt und für 72 h bei 5 % CO2 und 37 °C 

kultiviert. Zudem erfolgte in einem separaten Experiment eine Behandlung mit unbeladenen 

Nanogelen (P8@GNG) in den Konzentrationen von 1 mg/ml, 5 mg/ml, und 10 mg/ml. Das Ergebnis 

ist in Abbildung 125 dargestellt. Ähnlich zum Dopamin-Derivat Levodopa in Kapitel 3.2.9.1 konnte 

eine deutliche Abnahme der Viabilität von HA und HBVP ab einer Dopamin-Konzentration von 

500 µM festgestellt werden. Dabei wurde für HA ein LD50-Wert von 435,10 µM und für HBVP ein 

LD50-Wert von 337,13 µM ermittelt. Dagegen konnte für hCMEC/D3 bereits ab 100 µM eine 

deutlich geringere Viabilität werden, sodass ein LD50-Wert von 98,30 µM bestimmt wurde.  

Eine P8@GNG-Konzentration von 1 mg/ml führte bei hCMEC/D3, HBVP und HA zu einer 

Viabilität von 68,32 % bis 79,68 %. Dagegen konnten große Viabilitätsunterschiede bei 5 mg/ml 

beobachtet werden. Dies resultierte in einer 35,29%igen Abnahme der Viabilität von HA sowie in 

einer 90,91%igen Abnahme der Viabilität von hCMEC/D3 (LD50-Wert: 2,18 mg/ml). Durch 

Erhöhung der P8@GNG-Konzentration auf 10 mg/ml konnte ein LD50-Wert für HA mit 8,08 mg/ml 

ermittelt werden. Hingegen waren hCMEC/D3 bei dieser Konzentration nicht mehr lebensfähig. 
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Dagegen wurde für HBVP stets eine Viabilität von mindestens 69,23 % in den verwendeten 

P8@GNG-Konzentrationen ermittelt.  

Für den anschließenden Versuch wurde eine P8@GNG[DP]-Konzentration von 1,12 mg/ml mit 

einer Dopamin-Konzentration von 2 µM gewählt. Diese Werte erzielten in den Toxizitätstests eine 

hinreichende Viabilität.  

 

 

Abbildung 125: Toxizität des Wirkstoffs Dopamin und der unbeladenen P8@GNG. Für den MTT Assay wurden 
1×104 HBVP, HA sowie 2×104 hCMEC/D3 in Wells einer 96-Well-Platte in ihren Spezialmedien (PM, AM, KM) 
ausgesät. Am nächsten Tag erfolgte eine Behandlung mit Dopamin sowie mit unbeladenen P8@GNG. Nach 72 h 
wurde die Viabilität der Zellen mithilfe des MTT Assays quantifiziert. Mittelwerte und Standardabweichungen 
wurden aus n = 3 ermittelt. In Kollaboration mit M. Sc. J. Pfeifer. 

Im nächsten Schritt wurden in vasQchips BBB-Modelle inklusive hCMEC/D3, HBVP und HA nach 

Kapitel 3.2.9.1 rekonstruiert und für 7 Tage bei einer Flussrate von 100 µl/h fluidisch kultiviert. Es 

erfolgte eine Behandlung mit P8@GNG[DP] in einer Konzentration von 1,12 mg/ml 

(2 µM Dopamin). Dabei wurde das P8@GNG[DP]-Nanogel in M7 1:1 BM in die Spritzen gefüllt, 

und für 72 h durch den Mikrokanal des vasQchips gepumpt (Abbildung 126). Analog dazu 

wurden unbehandelte Kokultur-Modelle als Kontrolle verwendet. Anschließend erfolgte mithilfe 

inverser Konfokalmikroskopie eine Visualisierung der Rhodamin B gekuppelten 

P8@GNG[DP]-Nanogele in den behandelten Kokultur-Modellen. Zusätzlich wurden die Zellkerne 

mit Hoechst33342 gefärbt, um die Konfluenz der Zellen zu revidieren. Das Ergebnis ist in 

Abbildung 127 dargestellt. Es konnte gezeigt werden, dass die P8@GNG[DP]-Nanogele fähig 

waren in die Zellen des BBB-Modells zu akkumulieren. Hingegen konnte in der Kontrolle, gemäß 

der Erwartung, kein spezifisches Fluoreszenzsignal detektiert werden. Durch eine Auswertung 

mithilfe von Fiji konnte zudem in den behandelten vasQchips ein 4,22-fach höheres 

Fluoreszenzsignal detektiert werden.  
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Abbildung 126: Behandlung des im vasQchip etablierten BBB-Modells mit P8@GNG[DP]-Nanogelen unter 
fluidischer Kultivierung. 

 

Abbildung 127: Visualisierung der Rhodamin B gekuppelten P8@GNG[DP]-Nanogele im BBB-Modell des 
fluidischen vasQchips. 5×105 HBVP wurden in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende 
Kompartiment in KM ausgesät. Am nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 5×105 HA in KM. Ein Tag später 
wurden 7,5×104 hCMEC/D3 in den mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Mikrokanal ausgesät. Daraufhin erfolgte 
eine fluidische Kultivierung in M7 1:1 BM bei einer Flussrate von 100 µl/h. Ein Mediumwechsel wurde alle 2 bis 
3 Tage durchgeführt. Nach 7 Tagen wurde das BBB-Modell mit einer P8@GNG[DP]-Konzentration von 1,12 mg/ml 
sowie eine Dopamin-Konzentration von 2 µM für 72 h behandelt. Zur Kontrolle wurden unbehandelte 
Kokultur-Modelle verwendet. Um die Penetration der Rhodamin B gekuppelten Nanogele in die Zellen des 
Kokultur-Modells zu beurteilen, erfolgte eine Visualisierung mithilfe inverser Konfokalmikroskopie 
(Leica Stellaris 5). Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Rot: Rhodamin B gekuppelten P8@GNG[DP]-Nanogele. 
Der Maßstabsbalken entspricht 20 µm.  
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Für eine genauere Lokalisierung der P8@GNG[DP]-Nanogele wurden z-stack Messungen 

durchgeführt. In Abbildung 128 sind die getrennten Farbkanäle in unterschiedlichen Ebenen sowie 

die generierten 3D-Projektionen dargestellt. Anhand der horizontalen 3D-Projektion in 

Abbildung 128C die beiden von der porösen Membran getrennten Zellschichten der 

Endothelzellen im Mikrokanal sowie der Perizyten und Astrozyten im umgebenden 

Kompartiment deutlich zu erkennen.  

 

 

Abbildung 128: Visualisierung der Rhodamin B gekuppelten P8@GNG[DP]-Nanogele im BBB-Modell des 
fluidischen vasQchips. vasQchips wurden mit 7,5×104 hCMEC/D3, 5×105 HBVP und 5×105 HA besiedelt und 
anschließend mit P8@GNG[DP]-Nanogelen der Konzentration von 1,12 mg/ml für 72 h behandelt. Nach erfolgter 
Inkubation konnten die Rhodamin B gekuppelten Nanogele im Kokultur-Modell mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie visualisiert werden. Zusätzlich wurde zur Detektion der Zellkerne mit Hoechst33342 gefärbt. 
Anschließend wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 65, Abstand = 4 µm, h = 256 µm, Leica Stellaris 5). 
Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen erstellt werden. 
Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Rot: Fluoreszenz der Rhodamin B gekuppelten P8@GNG[DP]-Nanogele. (A) 
zeigt die z-Ebene des umgebenden Kompartiments und (B) illustriert die z-Ebene des Mikrokanals sowie des 
umgebenden Kompartiments. (Ci) stellt die innere laterale, (Ciii) die äußere laterale und (Cii) die horizontale 
Ansicht der 3D-Projektion dar. Der Maßstabsbalken entspricht für (A), (B) 20 µm und für (C) 200 µm. In 
Kollaboration mit M. Sc. J. Pfeifer. 
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Zudem konnte gezeigt werden, dass die P8@GNG[DP]-Nanogele sowohl in die hCMEC/D3 im 

Mikrokanal als auch in die Zellen im umgebenden Kompartiment penetrierten. Dies deutet 

daraufhin, dass die Dopamin-beladenen Nanogele fähig waren die Barriere der hCMEC/D3 im 

Mikrokanal des Kokultur-Modells zu passieren.  

Um einen unspezifischen Transport der P8@GNG[DP]-Nanogele durch eine lückenhafte 

inkonfluente Endothelzellschicht auszuschließen, wurde eine Immunfluoreszenzfärbung 

durchgeführt. Hierfür wurden die Zellen in den vasQchips zu Überprüfung der Konfluenz der 

Endothelzellschicht mithilfe des Barriere-Markers CD31 in den behandelten Kokultur-Modellen 

immunhistochemisch gefärbt. Analog dazu wurde neben hCMEC/D3 eine 

Immunfluoreszenzfärbung der Zelltypen HBVP und HA in den unbehandelten 

Kokultur-Modellen durchgeführt. Da das Rhodamin B der Nanogele eine ähnliche Anregungs- 

und Emissionswellenlänge wie die der sekundären Antikörper von HA sowie HBVP aufweist, 

wurde die unbehandelte Kontrolle verwendet. Eine Unterscheidung der Zellen im umgebenden 

Kompartiment konnte mit GFAP sowie α-SMA für HA und HBVP erfolgen. Anhand der 

Immunfluoreszenzfärbung von CD31 in Abbildung 129A konnte ein konfluentes Endothel im 

Mikrokanal bestätigt und damit ein ungerichteter Transport der P8@GNG[DP]-Nanogele durch 

die Barriere der hCMEC/D3 ausgeschlossen werden. Neben dem konfluenten Endothel der 

hCMEC/D3 wurden HA und HBVP durch ihre zelltypischen Marker im umgebenden 

Kompartiment der Kontrolle nachgewiesen (Abbildung 129B). Da eine Besiedlung der Kontrolle 

simultan und unter denselben Parametern der behandelten vasQchips erfolgte, kann von einer 

erfolgreichen Kokultivierung der drei Zelltypen in allen vasQchips ausgegangen werden. 
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Abbildung 129: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Marker des BBB-Modells im vasQchip. vasQchips 
wurden mit 7,5×104 hCMEC/D3, 5×105 HBVP und 5×105 HA besiedelt und anschließend mit P8@GNG[DP]-Nanogelen 
der Konzentration 1,12 mg/ml für 72 h behandelt. Zur Kontrolle wurden unbehandelte Kokultur-Modelle 
verwendet. Nach erfolgtem Versuch wurden die Zellen in den vasQchips fixiert, permeabilisiert und die 
unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Daraufhin erfolgte eine Immunfluoreszenzfärbung der jeweiligen 
zellspezifischen Marker. Die Zellkerne wurden mit Hoechst33342 visualisiert. Mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 101-137, Abstand = 3 µm, h = 300-407 µm, 
Leica Stellaris 5). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen erstellt werden. 
Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA in HBVP. 
Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31 in hCMEC/D3. 
(A) stellt die behandelten und (B) die unbehandelten Kokultur-Modelle (Kontrolle) dar. (i) zeigt die innere, (ii) die 
horizontale und (iii) die äußere laterale Ansicht der 3D-Projektionen. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 

3.2.9.2.1 Kapitelzusammenfassung Transport von Dopamin beladenem Nanogel im vasQchip 

Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass P8@GNG[DP]-Nanogele fähig waren die Barriere 

der hCMEC/D3 zu überwinden, um in HBVP sowie HA im umgebenden Kompartiment zu 

akkumulieren. Hierbei muss beachtet werden, dass im vorherigen Kapitel 3.2.9.1 das verwendete 

BBB-Modell nicht auf eine in vivo ähnliche Permeabilität validiert werden konnte. Daher konnte 

mit diesem Versuch ein eindeutiger zielgerichteter Transport der Nanogele durch die humane BBB 

nicht bestätigt werden. Dennoch konnte gezeigt werden, dass das Organ-on-a-chip System 

vasQchip grundlegend in der Lage ist potentielle Behandlungsmethoden für degenerative 

Erkrankungen in vitro auszutesten. Daher soll zukünftig das vollständige NVU-Modell auf eine 

in vivo ähnliche Permeabilität validiert werden, um das Potential des Organ-on-a-chip Systems 

vasQchip auszuschöpfen.  
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3.3 Abschlussdiskussion 

Anhand der vorliegenden Arbeit konnte das enorme Potential der Organ-on-a-chip Technologie in 

der Rekonstruktion von spezifischen „durchbluteten“ Gewebesystemen verdeutlicht werden. 

Durch Kombination verschiedener Ansätze des Tissue Engineerings wie Hydrogelen, 3D-Bioprinting 

oder Stammzelltechnologien wird es zunehmend ermöglicht funktionelle miniaturisierte 

Organeinheiten exakt abzubilden und die Diskrepanz zwischen synthetischem und natürlichem 

Gewebe zu verringern. So konnten in dieser Arbeit funktionelle vaskularisierte Einheiten der 

Retina und des Gehirns auf Basis humaner gewebespezifischer Zellen rekonstruiert werden. Dabei 

wurden wichtige Ergebnisse zur Generierung eines dreidimensionalen Gewebes erzielt, um die 

physiologische in vivo Situation möglichst naturgetreu reproduzieren zu können. Zukünftig sind 

für ein vollständiges dreidimensionales in vivo Modell der Retina und des Gehirns weitere 

Modifizierungen der EZM-imitierenden Stützmatrizes zur Ausbildung zellulärer gewebeartiger 

Strukturen verschiedener Zelltypen angestrebt.  

Darüber hinaus konnten im Rahmen dieser Arbeit erste Erkenntnisse zur Wirkstofftestung im 

Organ-on-a-chip System vasQchip sowie zur Modellierung der degenerativen Erkrankungen 

Parkinson und der diabetischen Retinopathie erzielt werden. Diese Erkenntnisse fungieren dabei 

als Fundament zur Entwicklung von einsatzfähigen in vitro Organsystemen und ermöglichen neue 

Einblicke zur Pathogenese und Progression von degenerativen Erkrankungen.151 Darüber hinaus 

erlauben derartige Modellsysteme zukünftig eine effizientere Testung potentieller therapeutischer 

Wirkstoffe sowie eine Entwicklung spezifischerer und wirksamerer Behandlungsmethoden zur 

Prävention der Erkrankungen.150,151 Langfristig gesehen bieten Organ-on-a-chip Systeme 

Alternativen zu Tierversuchen sowie zu den herkömmlichen primitiven 2D-Zellkulturen. So 

gewährleisten diese Systeme auf Basis humaner Zellen eine höhere Übertragbarkeit potentieller 

Wirkstoffkandidaten in der präklinischen sowie eine bessere Patientensicherheit in der klinischen 

Phase. 
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4 Material und Methoden 

4.1 Material 

4.1.1 Zellen 

HA Humane Astrozyten (1800, Provitro GmbH), Passage 5-8 

HBVP Humane vaskuläre Hirnperizyten (1200, Provitro GmbH),           

Passage 5-8  

hCMEC/D3 Humane Mikrovaskuläre Hirnendothelzellen (SC066, Merck), 

Passage 5-8 

HD11 Humane induzierte pluripotente Stammzellen (iPSC), Bereitgestellt 

von Prof. Dr. med. Jochen Utikal, DKFZ Heidelberg, Passage 169-192 

HM Immortalisierte humane Mikroglia (P10354-IM, Innoprot),          

Passage 2-8 

HRA Humane Retinale Astrozyten (1870, Provitro GmbH), Passage 4-8 

HRMVEC Humane Retinale Mikrovaskuläre Endothelzellen        

(PB-CH-160-8511, PELOBiotech), Passage 3-8 

GFP-HRMVEC Humane Retinale Mikrovaskuläre Endothelzellen gekuppelt an GFP 

(cAP-0010GFP, PELOBiotech), Passage 5-8 

WTC11NGN2 Humane induzierte pluripotente Stammzellen (iPSC) mit einem 

Doxycyclin induzierbaren Promoter zur Expression von NGN2, 

Bereitgestellt von Prof. Dr. Peter St George-Hyslop,                  

University of Cambridge, England, Passage 27-32 

4.1.2 Chemikalien und Reagenzien 

Aceton  Carl Roth® GmbH 

100x GlutaMAX™ Zusatz Gibco® Life Technologies 

100x Insulin-Transferrin-Selenium Gibco® Life Technologies 

100x N-2 Zusatz Gibco® Life Technologies 
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100x NEAA                                                                           

(Non-Essential Amino Acids) 

Lonza  

2-Mercaptoethanol Gibco® Life Technologies 

5x RQ1 DNase Puffer Promega  

5-Norbornen-2-Carbonsäure  TCI Chemicals  

50x B-27TM Zusatz Gibco® Life Technologies 

5x Green GoTaq Reaktionspuffer Promega 

AM, Astrozytenmedium                                                         

mit Zusätzen, FBS und P/S 

Provitro GmbH 

BrainPhys™ Neuronales Medium StemCellTM Technologies 

CaCl2 (Calciumchlorid) Carl Roth® GmbH 

Calcein-AM  InvitrogenTM  

Carbidopa EP Standard Sigma Aldrich® Merck KGaA 

CasBlockTM InvitrogenTM  

Cell Proliferation Kit XTT AppliChem GmbH 

Chloroform  Sigma Aldrich® Merck KGaA  

Corning® Matrigel®                                                                  

Growth Factor Reduced (GFR)  

Corning 

Corning® Matrigel®                                                               
hESC-Qualified Matrix 

Corning 

D-(+)-Glucose  Sigma Aldrich® Merck KGaA 

DMEM                                                                               

(Dulbecco’s Modified Eagle Medium) 

Gibco® Life Technologies 

DMEM/F12 Gibco® Life Technologies 

DMEM/F12 + GlutaMAXTM Gibco® Life Technologies 

DMSO (Dimethylsulfoxid)  Sigma Aldrich® Merck KGaA 
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DNA Marker, 100 bp  New England Biolabs® 

GmbH 

dNTP Solution Mix  New England Biolabs® 

GmbH 

Dopamin EP Standard Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Dopamin-hydrochlorid Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Doxycyclin-hyclat Sigma Aldrich® Merck KGaA 

DPBS -/- und +/+ 1x / 10x                                                            

(Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline) 

Gibco® Life Technologies 

EBM®-2, Endothelial Cell Basal Medium-2 PromoCell® 

EBM®-2, Endothelial Cell Basal Medium-2 KIT                         

mit Zusätzen und FBS 

PromoCell® 

EDTA (Ethylendiamintetraessigsaure)  Carl Roth® GmbH 

Ethanol                                                                                  

99,8 %  

VWR® Chemicals  

Ethidiumbromidlösung                                                            

10 mg/ml 

Carl Roth® GmbH 

FBS (Fetales Kälberserum) Gibco® Life Technologies 

Fibronektinlösung, human                                                       

1 mg/ml 

PromoCell® 

Fluo-4 AM, membrangängig InvitrogenTM 

Gelatine Typ A, aus der Schweinehaut Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Glutaraldehyd Sigma Aldrich® Merck KGaA 

GoTaq® qPCR MasterMix  Promega 

Heparin PromoCell® 

HEPES Gibco® Life Technologies 

Hoechst33342, Trihydrochlorid  Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Human Fc Block BD Biosciences 
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Hydrocortison  Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Isopropanol  Carl Roth® GmbH 

KCl (Kaliumchlorid) Carl Roth® GmbH 

KnockOut™ DMEM                                                       

(Dulbecco’s Modified Eagle Medium) 

Gibco® Life Technologies 

KnockOut™ Serumersatz Gibco® Life Technologies 

Ko143 Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Kollagen Typ 1 aus dem Rattenschwanz,                                 

5 mg/ml  

Enzo Life Science  

Konzentrierte Essigsäure VWR® Chemicals 

Laminin aus der Basalmembran des murinen Sarkoms Sigma Aldrich® Merck KGaA 

LAP (Lithium-Phenyl-(2,4,6- 

trimethylbenzoyl)phosphinat) 

TCI Chemicals 

Levodopa EP Standard Sigma Aldrich® Merck KGaA 

LPS (Lipopolysaccharid) aus E. coli Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Lucifer Yellow CH, Lithiumsalz InvitrogenTM 

Methacrylsäureanhydrid Sigma Aldrich® Merck KGaA 

MgCl2 (Magnesiumchlorid) Carl Roth® GmbH 

Mitoxantron Dihydrochlorid Sigma Aldrich® Merck KGaA 

MM, Mikrogliamedium                                                          

mit Zusätzen, FBS und P/S 

Innoprot 

mTeSR™ Plus Basalmedium                                                    

mit 5x Zusätzen 

StemCellTM Technologies 

MTT Reagenz und Solubilization Solution/Stop Mix Promega 

NaCl (Natriumchlorid) Carl Roth® GmbH 

NaHCO3 (Natriumhydrogencarbonat) Carl Roth® GmbH 

NaOH (Natriumhydroxid) Carl Roth® GmbH 
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NeurobasalTM Medium Gibco® Life Technologies 

NHS (N-Hydroxysuccinimid)  Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Normocin InvivoGen 

Nukleasefreies Wasser   Promega 

PFA (Paraformaldehyd) Carl Roth® GmbH 

Penicillin/Streptomycin  Gibco® Life Technologies 

Phalloidin-TRITC  Sigma Aldrich® Merck KGaA 

PM, Perizytenmedium                                                            

mit Zusätzen, FBS und P/S 

Provitro GmbH 

Poly-L-Lysin                                                                               

10 mg/ml 

Provitro GmbH 

Poly-L-Ornithin-Lösung  Sigma Aldrich® Merck KGaA 

PrestoBlueTM Zellviabilitätsreagenz InvitrogenTM 

Propidiumiodid (PI) Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Random Primer Promega 

rCOMP-Angiopoietin-1, human Enzo Life Science 

ROS (Reactive Oxygen Species)                                      

Detection Assay Kit  
PromoCell® 

rhBDNF                                                                      

(Recombinant human Brain-Derived Neurotrophic Factor) 

PeproTech® 

rhbFGF                                                                       

(Recombinant human basic Fibroblast Growth Factor) 

StemCellTM Technologies 

rhEGF                                                                          

(Recombinant human Endothelial Growth Factor) 

StemCellTM Technologies 

rhNT-3                                                                         

(Recombinant human Neurotrophin-3) 

PeproTech® 

rhTNF-α                                                                     

(Recombinant human tumor necrosis factor alpha) 

PeproTech® 
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rhVitronektin PeproTech® 

rmIFN-g                                                                     
(Recombinant murine Interferon-gamma) 

PeproTech® 

RNase AWAY® VWR® International 

RQ1 DNase Stop Solution Promega 

RT 5x Puffer Promega 

SDS (Sodiumdodecylsulfat) Carl Roth® GmbH 

Stemline® Neural Stem Cell Expansion Medium Sigma Aldrich® Merck KGaA 

TRIS                                     

Tris(hydroxymethyl)aminomethan 

Carl Roth® GmbH 

Triton-X 100 Carl Roth® GmbH 

TRIzolTM Reagenz InvitrogenTM 

Universal-Agarose, peqGOLD VWR® International 

Verapamil Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Y-27632 Dihydrochlorid                                  

(ROCK-Inhibitor) 

PeproTech® 

4.1.3 Verbrauchsmaterialien 

Deckgläschen                                                                                  

ø 32 mm, #1,5 

Menzel 

Dialyseschläuche 12-14 kDa Sigma Aldrich® Merck 

KGaA  

Female Luer Lock Coupler ibidi® GmbH 

Hämacytometer-Deckgläser VWR® International 

Injektionsnadeln                                                                       

0,25 mm rot, konisch 

Vieweg GmbH 

Klebeband VHBTM ScotchTM 
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Kryoröhrchen                                                                                

2 ml 

VWR® International 

Luer Connector Male ibidi® GmbH 

Luer Lock Connector Female ibidi® GmbH 

Luer Plug Male ibidi® GmbH 

Medienflasche Nalgene®                                          

quadratisch, PETG, 250 ml 

Thermo Scientific™ 

Messpipetten                                                                                  

5 / 10 / 20 ml 

Brand GmbH 

Mr. FrostyTM Freezing Container Thermo Scientific™ 

Multiwell-Platte                                                                           

96 / 24 / 12 / 6-Well transparent 

Greiner Bio-One™ 

CELLSTAR™ 

Multiwell-Platte                                                                       

48-Well 

VWR® International 

Nunclon™ Sphera™ Flaschen                                                

75 cm2 

Thermo Scientific™ 

Parafilm M                                                                                    

4 in.× 125 ft. Roll 

Carl Roth® GmbH 

Pasteurpipetten Brand GmbH 

Petrischale                                                                         

ø 94 mm, Höhe 16 mm 

Greiner Bio-One™ 

CELLSTAR™ 

Pipettenspitzen                                                                        

0,1-10 / 1-200 / 200-1000 µl 

VWR® International 

Polycarbonatfolie                                                                       

106 Ionen/cm2 

It4ip 

Pumpenschlauch Tygon LMT-55                                          

2 Stopper, ø innen 0,76 mm 

VWR® International 

Pumpenschlauch Tygon 3350                                                     

ø innen 0,76 mm 

Saint-Gobain Performance 

Plastics  

Rasierklingen  Wilkinson Sword 
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Reservoir                                                                                                                                             

50 ml  

VWR® International 

Serologische Pipetten                                                                                                     

5 / 10 / 25 ml 

VWR® International 

Spritzen Inkjet®                                                                                                             

10 ml 

B. Braun SE 

Spritzen Omnifix®                                                                                                          

1 ml 

B. Braun SE 

Sterilfilter Rotilabo®                                                                                                     

Porengröße 0,22 µm 

Carl Roth GmbH 

Zählkammer, Neubauer Paul Marienfeld GmbH & 

Co.KG 

Zell-/Gewebekultur Platte                                                                                        

ø 100 mm, Höhe 20 mm 

Greiner Bio-One™ 

CELLSTAR™ 

Zellkulturflaschen                                                                                                        

75 cm2, Filterschraubverschluss 

Greiner Bio-One™ 

CELLSTAR™ 

Zentrifugenröhrchen                                                                                        

konischer Boden, 15 / 50 ml 

Greiner Bio-One™ 

CELLSTAR™ 

µ-Slide 8 Well high ibiTreat ibidi® GmbH 

µ-Slide 8 Well ibiTreat ibidi® GmbH 

Hartschalen qPCR Platten                                                                                        

und Microseal Folien 

Bio-Rad Laboratories GmbH 

PCR Strips 8 Stück Brand GmbH 

Reaktionsgefäße                                                                                                     

farblos 1,5 / 2 ml  

Eppendorf SE 

Reaktionsgefäße                                                                                                  

schwarz, 1,5 ml 

Eppendorf SE 

Transwell® 24-Well, 0,33 cm2, 0,4 µm Porengröße,                                                                

PC-Membran, Transparent 

VWR® International 

Transwell® 24-Well, 0,33 cm2, 3 µm Porengröße,                                                                

PC-Membran, Transparent 

VWR® International 
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4.1.4 Zellkulturmedien 

4.1.4.1 Medien der immortalisierten und primären Zellen 

 
HA, HRA Astrozytenmedium AM 500 ml AM  

5 ml AGS Zusätze  

2 % FBS 

1 % P/S  

HBVP Perizytenmedium PM 500 ml PM  

5 ml PGS Zusätze  

2 % FBS 

1 % P/S  

hCMEC/D3 Kultivierungsmedium 

KM 

500 ml EBM®-2  

125 µl Ascorbinsäure  

125 µl bFGF  

125 µl EGF  

125 µl IGF-1  

125 µl VEGF  

1 % P/S 

2,5 % FBS 

0,55 µM Hydrocortison 

 

hCMEC/D3 Differenzierungsmedium 

DM 

500 ml EBM®-2  

125 µl Ascorbinsäure  

1 % P/S 

0,25 % FBS 

0,55 µM Hydrocortison 

HM Mikrogliamedium MM 500 ml MM 

5 ml MGS Zusätze 

5 % FBS 

1 % P/S 

HRMVEC,  

HRMVEC-GFP 

Endotheliales Medium 

EGM-2 

500 ml EGM®-2  

10 ml EGM®-2 Zusätze  

5 % FBS 

1 % P/S 
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HBVP Einfriermedium  10 % DMSO  

50 % FBS  

40 % PM (mit Zusätzen, FBS und 

P/S) 

Restliche Zellen Einfriermedium  10 % DMSO  

90 % FBS 

4.1.4.2 Stammzell- und Differenzierungsmedien 

 
HD11 Kultivierungsmedium 

iPSC KM 

400 ml mTeSR™ Plus Basalmedium  

100 ml mTeSR™ Plus 5x Zusätze 

1 µg/ml Doxycyclin-hyclat 

50 µg/ml Normocin 

WTC11NGN2 Kultivierungsmedium 

iPSC KM 

400 ml mTeSR™ Plus Basalmedium  

100 ml mTeSR™ Plus 5x Zusätzen 

1 % P/S 

10 µM ROCK-Inhibitor (nur zum 

Passagieren) 

 

WTC11NGN2 

differenzierte NSC 

Differenzierungsmedium 

NIM 

500 ml KnockOut™ DMEM 

1 % N-2 Zusatz 

1 % NEAA 

1 % GlutaMAX™ Zusatz 

1 % P/S 

2 µg/ml Doxycyclin-hyclat 

10 µM ROCK-Inhibitor (nur zum 

Passagieren) 

EZ spheres  
differenziert aus HD11 

Differenzierungsmedium 

EZ sphere 
500 ml Stemline® Neural 

Stem Cell Expansion Medium  

100 ng/ml rhEGF  

100 ng/ml rhbFGF 

2 µg/ml Heparin 
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HD11 und WTC11NGN2 

differenzierte Neuronen 

Differenzierungsmedium 

M7 

500 ml 1:1 NeurobasalTM Medium 

und DMEM/F12 + GlutaMAXTM  

2 % B-27TM Zusatz 

1 % Insulin-Transferrin-Selenium 

1 % N-2 Zusatz 

1 % NEAA (Lonza) 

1 % P/S 

0,05 mM 2-Mercaptoethanol 

HD11 und WTC11NGN2 

differenzierte Neuronen 

Differenzierungsmedium 

M7 1:1 BM 

500 ml 1:1 M7 (mit Zusätzen und 

P/S) und EBM®-2 (ohne Zusätze, FBS 

sowie P/S) 

0,5 % P/S 

WTC11NGN2 

differenzierte Neuronen 

Differenzierungsmedium  

CM 

500 ml BrainPhys™ Neuronal 

Medium 

2 % B-27TM Zusatz 

10 ng/ml BDNF 

10 ng/ml NT-3 

1 µg/ml Laminin 

1 % P/S 

 

HD11 Einfriermedium 70 % mTeSR™ Plus Basalmedium 

mit Zusätzen 

20 % KnockOut™ Serumersatz 

10 % DMSO 

1 µg/ml Doxycyclin 

50 µg/ml Normocin 

 

WTC11NGN2 Einfriermedium 10 % DMSO  

90 % FBS 
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4.1.5 Enzyme 

Dispase (1 U/mL) StemCellTM Technologies 

GoTaq® G2 DNA-Polymerase Promega 

Reverse Transkriptase                                                                              

(M-MLV Reverse Transkriptase, RNase H Minus, Punktmutation) 

Promega 

RQ1 RNase-freie DNase Promega 

StemPro™ Accutase™ Zelldissoziationsreagenz Gibco® Life Technologies 

Trypsin-EDTA 0,25% Gibco® Life Technologies 

4.1.6 Puffer 

10x TAE Puffer (pH 8,5) 48,4 g TRIS 

37,2 g EDTA 

11,4 ml konzentrierte Essigsäure 

Auf 1 l mit ddH2O Wasser auffüllen 

Extrazellulärpuffer 150 mM NaCl 

10 mM HEPES 

8 mM D-(+)-Glucose 

5,6 mM KCl 

1 mM MgCl2 

2 mM CaCl2  

Mit ddH2O auffüllen und steril filtrieren 

4.1.7 Antikörper 

4.1.7.1 Primärantikörper 

Anti-ß-III Tubulin produced in mouse  ab7751, abcam 

Anti-CD11b produced in rat ab8878, abcam 

Anti-CD31 produced in sheep AF806, R&D Systems 

Anti-CD31-FITC produced in mouse F8402, Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Anti-FABP7 produced in rabbit ABN14, Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Anti-GFAP produced in rabbit AB5804, Sigma Aldrich® Merck KGaA 
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Anti-Iba-1 produced in rabbit A104332, antibodies.com 

Anti-MAP2 produced in mouse MAB3418, Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Anti-Nanog produced in mouse  ab62734, abcam 

Anti-Nestin produced in rabbit ab105389, abcam 

Anti-Oct-4 produced in rabbit  ab181557, abcam 

Anti-P-gp produced in mouse C219, Enzo Life Sciences 

Anti-PAX6 produced in mouse  ab78545, abcam 

Anti-PAX6 produced in mouse sc-81649, Santa Cruz Biotechnologies 

Anti-Synapsin I produced in rabbit ab64581, abcam 

Anti-Synapsin I produced in rabbit AB1543P, Sigma Aldrich® Merck KGaA 

Anti-TH produced in rabbit ab75875, abcam 

Anti-VE-Cadherin produced in rabbit ab33168, abcam 

Anti-ZO-1 produced in rat  sc-33725, Santa Cruz Biotechnologies 

Anti-α-SMA produced in mouse ab54723, abcam 

Anti-α-SMA produced in mouse 14976082, InvitrogenTM 

4.1.7.2 Sekundärantikörper 

Alexa Fluor® 488 Donkey Anti-Rabbit A21206, InvitrogenTM 

Alexa Fluor® 488 Goat Anti-Mouse  A11001, InvitrogenTM 

Alexa Fluor® 488 Goat Anti-Rat A11006, InvitrogenTM 

Alexa Fluor® 568 Donkey Anti-Sheep A21099, InvitrogenTM 

Alexa Fluor® 568 Goat Anti-Mouse A11031, InvitrogenTM 

Alexa Fluor® 647 Chicken Anti-Rabbit  A21443, InvitrogenTM 

Alexa Fluor® 647 Goat Anti-Rat A21247, InvitrogenTM 

FITC Donkey Anti-Sheep A16049, InvitrogenTM 

4.1.7.3 Antikörper für die Durchflusszytometrie 

Anti-Oct-4-PE produced in mouse 560186, BD Biosciences 

PE Mouse Anti-IgG1, Isotypkontrolle 555749, BD Biosciences 
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4.1.8 Primer 

Primer               Forward                   Reverse 

BCRP AGGCAGATGCCTTCTTCGTTA ATGCTGCAAAGCCGTAAATCC 

CD11b TTCCAGGTTCTGGCTCCTTC GTAGTCGCACTGGTAGAGGC 

CD31 ATTGCAGTGGTTATCATCGGAGTG CTCGTTGTTGGAGTTCAGAAGTGG 

Claudin-5 AGGCGTGCTCTACCTGTTTTG AACTCGCGGACGACAATGTT 

GAPDH GCAAGAGCACAAGAGGAAGAG TCTACATGGCAACTGTGAGGA 

MAP2 ACCTTCCTCCATTCTCCCTCC AGTGCCTGGTGTGCGTGAAG 

Nanog GCAACCAGACCCAGAACATCC CCAAGGCAGCCTCCAAGTCAC 

Nestin TCTCCAGAAACTCAAGCACCACTG TCCTGATTCTCCTCTTCCAGGAGT 

Occludin AAGAGCACCTGCAAAGGGAAG TCCTGTAGGCCAGTGTCAAAA 

Oct-4 AGAAGGGCAAGCGATCAAGC AGGGACCGAGGAGTACAGTG 

P-gp TTGACCCGCACTTCAGCTAC CTCGGGGTTGATGCCGTATT 

PAX6 GCCCGAGAAAGACTAGCAGC TGTGGTGGGTTGTGGAATTGG 

TH GTGGAGTTCGGGCTGTGTAAG TGAGCTTGTCCTTGGCGTC 

VE-Cadherin AGGTGCTAACCCTGCCCAAC GCCTCTCAATGGCGAACACG  

ZO-1 AGAGGTGTTCCGTGTTGTGG GTCTCCGCCTGCTGTTTTTG 

4.1.9 Geräte 

4.1.9.1 Mikroskope 

Inverses Lichtmikroskop DMi1 Leica 

Inverses Lichtmikroskop LED                                                                          

AE2000 Moticam 

Motic® 

Konfokalmikoskop TCS SPE DMI4000B Leica 

Konfokalmikroskop LSM 800 ZEISS 

Konfokalmikroskop Stellaris 5 Leica 

Rasterelektionenmikroskop (REM)                                                                                 

Supra 55 VP LEO 

ZEISS 

Weitfeldmikroskop DMiL LED Leica 
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4.1.9.2 Allgemeine Geräte 

Absaugpumpe Integra Vacusafe INTEGRA Bioscience GmbH 

BD FACSAriaTM Fusion BD Biosciences 

Biospot BP Biofluidix GmbH 

CFX Connect Real Time PCR Detection System Bio-Rad Laboratories GmbH 

CO2-Inkubator C170 Binder 

ENVAIReco® Werkbank ENVAIR 

EVOM3 inklusive STX2-Plus Elektrode WPI 

Feinwaage LAG214i Molecular Devices 

Flockeneisautomat WESSAMAT GmbH 

Kritisch-Punkt-Trockner CPD300 Leica 

Kühlsystem für BioSpot BP,                                                                       

Umlaufkühler ULK 602 0  

Fryka-Kältetechnik GmbH 

Kühlzentrifuge Microstar 17R VWR® 

Lyophilisator Christ Alpha 1-4 Christ GmbH 

Magnetrührer VMS-C7 mit Heizplatte                                                                      

und Temperaturfühler PT1000 

VWR® International 

Mikroplatten-Reader SpectraMax® iD3 Molecular Devices 

Mikrovolumen-Spektralphotometer,                                                                

NanoDropTM Lite 

Thermo Scientific™ 

Mikrowelle OK. 

Mikrozentrifuge Micro Star 17R VWR® International 

Omnicure S2000 mit Radiometer R2000 Excelitas Technologies Corp. 

Peristaltikpumpe peRISYS Cetoni 

pH-Meter VWR® International 

Pipetten Eppendorf Research Plus                                                                             

0,5-10 / 2-20 / 1-100 / 20-200 / 100-1000 µl 

Eppendorf 
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Pipettierhelfer accu-jet pro                                                                                        

0,1-200 ml 

Brand GmbH 

Plattenzentrifuge Labofuge 400R Heraeus  

Power Supply Gelelektrophorese Bio-Rad Laboratories GmbH 

Präzisionswaage PR Series Ohaus® 

Spritzenpumpe                                                                                                      

Fusion 200 Classic Syringe Pump 

Chemyx 

Sputter Coater  Cressington 

Thermocycler peqSTAR VWR®, peqlab 

Thermomixer 5436  Eppendorf 

Tischzentrifuge MicroStar 12 VWR® 

Tischzentrifuge MiniStar  VWR® 

Transferpipette 2,5 µl Brand 

vasQturn AK Schepers 

Vortex Genie 2 VWR® 

Wärmeschrank UN55 Memmert GmbH + Co. KG 

Wasserbad LSB Aqua Pro GRANT 

Zentrifuge Megafuge 2.0 Heraeus 
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4.1.10 Software 

CALIMA 2017 

CETONI peRISYS Schlauchpumpensoftware 

ChemDraw Professional 20.0 

CorelDRAW X4 

Fiji 

FlowJo 

Leica LasX3.5.7 

Microsoft Office 365 

OriginProÒ 2022 

ZEISS ZEN 

4.2 Methoden 

4.2.1 Allgemeine Zellkultur 

Die im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Zellen wurden im zellspezifischem Nährmedium bei 

37 °C und 5 % CO2 sowie in einer gesättigten Luftfeuchtigkeit kultiviert. Dabei erfolgte alle 2-3 Tage 

ein Mediumwechsel. Sofern nicht anders beschrieben, wurden die Zellen bei einer Konfluenz von 

80-90 % gesplittet und dabei die Passage um 1 erhöht. Eine Besonderheit stellt die iPSC-Linie 

WTC11NGN2 dar, hier wurde jeden Tag ein Mediumwechsel durchgeführt. 

4.2.1.1 Beschichtung der Kultivierungsmaterialien 

4.2.1.1.1 HBVP/HRA/HA 

Zur Kultivierung von HBVP, HRA sowie HA wurden die Kultivierungsmaterialien mit 

2 µg/cm2 Poly-L-Lysin in ddH2O über Nacht bei 5 % CO2 und 37 °C beschichtet. Am nächsten Tag 

wurde einmal mit DPBS-/- gewaschen. Die so beschichteten Kultivierungsmaterialen konnten bei 

4 °C für 2 Wochen gelagert werden.  

4.2.1.1.2 hCMEC/D3  

Die Materialien zur Kultivierung von hCMEC/D3 wurden mit 0,1 mg/ml Kollagen I in ddH2O für 

1 h bei 5 % CO2 und 37 °C beschichtet und daraufhin einmal mit DPBS-/- gewaschen. Das 

beschichtete Kultivierungsmaterial konnte bei 4 °C für 1 Woche gelagert werden. 
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4.2.1.1.3 HM 

Zur Kultivierung der HM wurden die Kultivierungsmaterialien mit 5 µg/cm2 Kollagen I für 30 min 

bei 5 % CO2 und 37 °C beschichtet und daraufhin einmal mit DPBS-/- gewaschen.  

4.2.1.1.4 HRMVEC 

Die Kultivierung der HRMVEC erfolgte prinzipiell ohne Beschichtung. Jedoch wurde im Rahmen 

dieser Arbeit die Adhäsion sowie das Wachstum auf Fibronektin, Kollagen I, Gelatine, Vitronektin 

und Laminin getestet. Zur Herstellung der 0,1 mg/ml Kollagen I-Lösung, 1 mg/ml Gelatinelösung 

und 5 µg/ml Vitronektinlösung wurde DPBS-/- verwendet. Dagegen wurde die 

1 mg/ml Lamininlösung in DPBS+/+ angesetzt und die 1 mg/ml Fibronektinlösung unverdünnt 

verwendet. Die Lösungen wurden im 24-Well in einem Volumen von 400 µl und im µ-Slide 8 Well 
in einem Volumen von 200 µl eingesetzt und für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Anschließend 

konnte die Lamininbeschichtung mit DPBS+/+ und die weiteren Beschichtungen mit DPBS-/- 

gewaschen werden.  

4.2.1.1.5 iPSC (HD11 und WTC11NGN2)  

Die Materialien zur Kultivierung der iPSC-Linien HD11 und WTC11NGN2 wurden mit Matrigel 

hESC in einer Verdünnung von 1:100 in 1 ml DMEM/F12 (für HD11) sowie in 1 ml KnockOut™ 

DMEM (für WTC11NGN2) für 30-60 min bei RT oder bei 37 °C und 5 % CO2 beschichtet. Das 

Matrigel wurde dabei auf Eis aufgetaut. Bei einer Verdünnung in DMEM/F12 wurde zweimal mit 

2 ml DMEM/F12 gewaschen. Die Kultivierung der iPSC erfolgte in Wells einer 6-Well-Platte. 

4.2.1.1.6 iPSC differenzierte Neuronen 

Zur Differenzierung und Kultivierung von iPSC-differenzierten Neuronen wurden die 

Kultivierungsmaterialien (24-Well: 300 µl, µ-Slide 8 Well: 200 µl) mit Matrigel hESC in einer 

Verdünnung von 1:100 in DMEM/F12 für 30 min beschichtet. Das Matrigel wurde dabei auf Eis 

aufgetaut. Anschließend wurde einmal mit DMEM/F12 gewaschen.  

Im Rahmen dieser Arbeit erfolgten zur Kultivierung der Neuronen auch Beschichtungen mit 

PLO/Lam, PLL/Lam und Matrigel GFR (24-Well-Platte). Das Matrigel GFR wurde in einer 

Verdünnung von 1:100 in DMEM/F12 eingesetzt und für 30 min bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. 

Zur Beschichtung des Kultivierungsmaterials mit PLL/Lam sowie PLO/Lam wurden PLL in einer 

Konzentration von 2 µg/cm2 und PLO in einer Konzentration von 0,01 % (unverdünnt) verwendet. 

Es folgte eine Beschichtung der 24-Well-Platten mit einem Volumen von 300 µl für 1 h bei 5 % CO2 

und 37 °C. Anschließend wurde die Lösung abgenommen, dreimal mit ddH2O gewaschen und die 

Beschichtung an der Luft getrocknet. Nach dem die Oberflächen trocken waren, konnte Laminin 

in einer Konzentration von 10 µg/ml in 300 µl ddH2O hinzugefügt werden. Dies inkubierte für 2 h 

bei 37 °C und 5 % CO2. Die Beschichtung wurde anschließend abgenommen und zur 

Differenzierung von Neuronen eingesetzt.  
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4.2.1.2 Kultivierung der Zellen 

4.2.1.2.1 Immortalisierte und primäre Zellen 

Nachdem die Zellen in den T75-Kultivierungsflaschen eine Konfluenz von 90 % erzielten, wurden 

diese passagiert. Hierzu wurde das Nährmedium abgenommen und einmal mit 10 ml DPBS-/- 

gewaschen. Daraufhin wurden die Zellen durch Zugabe von 1 ml 0,25 % Trypsin/EDTA und einer 

Inkubation von 2-5 min bei 37 °C und 5 % CO2 enzymatisch abgelöst. Durch Zugabe der doppelten 

Menge an Nährmedium wurde die Trypsinierung gestoppt und in ein Zentrifugen-Röhrchen 

überführt. Anschließend wurde zweimal mit 2 ml Medium gespült, um die verbleibenden Zellen 

zu sammeln. Die Zellsuspension im Zentrifugen-Röhrchen wurde bei 1200 rpm für 2 min 

zentrifugiert. Währenddessen wurde die Zellzahl der Suspension mithilfe einer 

Neubauer-Zählkammer bestimmt. Nach erfolgter Zentrifugation konnten die Zellen im benötigten 

Mediumvolumen resuspendiert und für Experimente oder einer Weiterkultivierung ausgesät 

werden. 

4.2.1.2.2 iPSC-Linie HD11 

Nachdem die Kolonien der iPSC-Linie HD11 eine Konfluenz von 80 % erzielten (nach ca. 7 Tagen), 

wurden diese manuell passagiert. Hierfür wurden mithilfe eines Lichtmikroskops die iPSC 

Kolonien mit einer 100 µl Pipettenspitze vorsichtig geteilt und abgelöst. Anschließend wurden 

diese in ein neues mit Matrigel hESC beschichtete Well einer 6-Well-Platte und iPSC KM in einem 

Volumen von 2 ml überführt. Darüber hinaus wurden alle 2 Tage differenzierte Ausläufer der 

Kolonien mithilfe einer 10 µl Pipette entfernt. Danach konnten die Kolonien jeweils zweimal mit 

2 ml DMEM/F12 gewaschen und in ihrem spezifischen Nährmedium weiterkultiviert werden.  

4.2.1.2.3 iPSC-Linie WTC11NGN2 

Nach Erreichen einer Konfluenz von 80 % erfolgte eine Passagierung der Kolonien der iPSC-Linie 

WTC11NGN2. Hierzu wurde das Medium abgenommen und einmal mit 2 ml DPBS-/- gewaschen. 

Anschließend wurden die Zellen durch Zugabe von 1 ml StemPro™ Accutase™ und einer 

Inkubation für 2 min bei 37 °C und 5 % CO2 enzymatisch abgelöst. Die Zellsuspension wurde in 

ein Zentrifugen-Röhrchen überführt, auf 10 ml mit DPBS+/+ aufgefüllt und für 5 min bei 1200 rpm 

zentrifugiert. Nach erfolgter Zentrifugation wurden die Zellen in 1-2 ml DPBS+/+ resuspendiert, die 

Zellzahl mithilfe einer Neubauer-Zählkammer bestimmt und anschließend für eine 

Differenzierung (Zellzahl 2×105) oder zur Weiterkultivierung (Zellzahl 3×105) in beschichtete Wells 

einer 6-Well-Platte im entsprechenden Medium ausgesät. Darüber hinaus wurde bei einer 

Passagierung der Zellen der ROCK Inhibitor in einer Konzentration von 10 µM hinzugefügt. 

4.2.1.2.4 EZ spheres 

EZ spheres wurden einmal wöchentlich geschnitten, um die Ausbildung eines nekrotischen Kerns 

im Zellaggregat zu verhindern. Hierfür wurden die Aggregate aus den Zellkulturflaschen in ein 

Zentrifugen-Röhrchen überführt. Nach 2-3 min setzten sich die Aggregate am Boden ab, sodass 

das überschüssige Medium abgenommen werden konnte. Daraufhin wurden die Aggregate in 

Plastikschalen überführt und dort mithilfe einer Rasierklinge geschnitten. Die Platte wurde um 
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90° gedreht und anschließend erneut geschnitten, um würfelartige Fragmente herzustellen. Die 

Zellfragmente wurden daraufhin mit 2 ml DMEM/F12 gewaschen, um vereinzelte nekrotische 

Zellen abzutragen. Danach wurden ca. 200 geschnittene Aggregate in eine neue Zellkulturflasche 

mit einer nicht-adhäsiven Oberfläche in 20 ml EZ sphere Differenzierungsmedium überführt. Die 

Passage wurde dabei um 1 erhöht.  

4.2.1.3 Differenzierung von Neuronen 

4.2.1.3.1 Differenzierung von Neuronen aus der iPSC-Linie HD11 

Die Differenzierung der Neuronen erfolgte nach Ebert et al.294 Für die Generierung von EZ spheres 

wurden die iPSC-Kolonien aus mindestens einem Well einer 6-Well-Platte verwendet. Zur 

enzymatischen Ablösung der Kolonien wurde 1 ml Dispase hinzugegeben und für 8 min bei 37 °C 

und 5 % CO2 inkubiert. Anschließend wurden die Koloniefragmente in Zellkulturflaschen mit 

einer nicht-adhäsiven Oberfläche in 20 ml spezifischem EZ sphere Differenzierungsmedium 

überführt. Nach einer Kultivierung von mindestens 4 Wochen wiesen EZ spheres 

NSC-Eigenschaften auf und konnten zur Differenzierung der Neuronen verwendet werden. 

Hierfür wurden die EZ spheres in ein Zentrifugen-Röhrchen überführt. Nachdem sich die 

Aggregate am Boden absetzten, wurde das überschüssige Medium abgenommen. Anschließend 

konnte mit DPBS-/- gewaschen werden. Zur Generierung von Einzelzellen, wurden die EZ spheres 

mit 2 ml StemPro™ Accutase™ für 10 min bei RT enzymatisch behandelt. Daraufhin wurden die 

Fragmente durch starkes Auf- und Abpipettieren vereinzelt. Nachdem 4 ml vorgewärmtes 

Differenzierungsmedium der Neuronen (M7 oder M7 1:1 BM) hinzugefügt wurde, konnten die 

Zellen bei 1000 rpm für 4 min zentrifugiert werden. Das Pellet wurde in 1 ml 

Differenzierungsmedium der Neuronen resuspendiert und die Zellzahl mithilfe einer 

Neubauer-Zählkammer bestimmt. Zur Differenzierung in Neuronen wurden 2,5×104 Zellen/cm2 in 

beschichtete Kultivierungsmaterialien in M7 oder M7 1:1 BM ausgesät. Nach einer Kultivierung 

von 2 Wochen waren die Neuronen ausdifferenziert. 

4.2.1.3.2 Differenzierung von Neuronen aus der iPSC-Linie WTC11NGN2 

Die Differenzierung der Neuronen erfolgte nach Fernandopulle et al.331 Zur Differenzierung der 

iPSC-Linie WTC11NGN2 in Neuronen wurden 2×105 Zellen, wie in Kapitel 4.2.1.2.3 beschrieben, in 

einem beschichteten Well einer 6-Well-Platte in 2 ml des Differenzierungsmediums NIM ausgesät. 

Durch Zugabe von 2 µg/ml Doxycyclin wurde die Differenzierung initiiert. Nach einer dreitägigen 

Kultivierung der Zellen im NIM und täglichem Mediumwechsel konnten diese enzymatisch 

abgelöst werden. Dazu wurde das Medium abgenommen und die Zellschicht mit 2 ml DPBS-/- 

gewaschen. Anschließend wurde 1 ml StemPro™ Accutase™ hinzugefügt und für 2 min inkubiert. 

Daraufhin wurden die Zellen in ein Zentrifugen-Röhrchen überführt, auf 10 ml mit DPBS+/+ 

aufgefüllt und für 5 min bei 1200 rpm zentrifugiert. Das Pellet wurde in DPBS+/+ gelöst und die 

Zellzahl mithilfe einer Neubauer-Zählkammer bestimmt. Zur endgültigen Differenzierung 

wurden 3×105 Zellen in Wells einer 6-Well-Platte und 2-5×104 Zellen in µ-Slide 8 Wells im 

Differenzierungsmedium CM ausgesät. Nach 7 Tagen waren die Neuronen ausdifferenziert. 
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4.2.1.4 Auftauen und Einfrieren von Zellen 

Eine langfristige Lagerung der Zellen wurde mithilfe eines Stickstoffreservetanks ermöglicht. 

Hierfür wurde ein Zellpellet (1-2×106 Zellen) in 0,5-1 ml des spezifischen Einfriermediums 

resuspendiert und in ein Kryoröhrchen überführt. Mithilfe des Nalgene® Mr. Frosty wurden die 

Zellen im Kryoröhrchen bei -80 °C sukzessive eingefroren und in Stickstoff bei -196 °C langfristig 

gelagert. Nach dem Auftauen der Zellen wurden diese entweder direkt ins spezifische 

Nährmedium zur Adhäsion überführt oder über einen Zentrifugationsschritt (1200 rpm, 2-5 min) 

vom toxischen DMSO befreit. Bei erster Variante erfolgte ein Mediumwechsel frühestens nach 3 h, 

aber spätestens nach 12 h. Beim Auftauen der iPSC wurden 10 µM ROCK Inhibitor hinzugefügt. 

Generell wurde die Passage nach dem Auftauen um 1 erhöht.  

4.2.2 Transwell-System  

Zur Rekonstruktion der funktionellen Einheiten wurde im Rahmen dieser Arbeit ausschließlich 

mit transparenten Transwell-Systemen im 24-Well-Format gearbeitet. Die Porengröße betrug für 

iBRB/rNVU-Modelle 3 µm und für BBB/NVU-Modelle 0,4 µm. Um die Zellen korrekt zu versorgen, 

wurde das zellspezifische Medium in einem Volumen von 300 µl (apikal) und 1 ml (basal) jeden 

2. bis 3. Tag gewechselt. 

4.2.2.1 Etablierung des iBRB/rNVU-Modells im Transwell 

Zur Etablierung eines Kokultur-Modells der rNVU wurden HRMVEC (Passage 4-9), HRA 

(Passage 3-8) und HBVP (Passage 5-8) verwendet. Zur Beschichtung des Transwell-Systems, 

wurde dieses apikal mit 50 µl einer 1 mg/ml Fibronektinlösung und basal mit 400 µl einer 

0,6 mg/ml Kollagen I-Lösung für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 beschichtet. Anschließend wurde das 

Transwell um 180° gedreht positioniert und mit 3×104 HBVP in 20 µl EGM-2 im basalen Bereich 

besiedelt. Nach 3 h wurde das Transwell in die Ausgangsposition gebracht, mit EGM-2 gefüllt und 

über Nacht bei 5 % CO2 und 37 °C kultiviert. Am nächsten Tag erfolgte die Einbringung von 

3×104 HRA in 20 µl EGM-2 nach demselben Prinzip. Nach 3 h wurde das Transwell erneut in die 

horizontale Position gebracht und über Nacht in EGM-2 inkubiert. Daraufhin erfolgte die 

Besiedlung des apikalen Kompartiments mit 3×104 HRMVEC in 300 µl EGM-2. Ein Mediumwechsel 

wurde alle 2-3 Tage durchgeführt. Nach 7 Tagen war das rNVU-Modell vollständig ausgebildet.  

4.2.2.2 Etablierung des BBB/NVU-Modells im Transwell 

Zur Rekonstruktion der BBB/NVU wurden hCMEC/D3 (Passage 5), HBVP (Passage 5), HA 

(Passage 5), HM (Passage 4-7) und Neuronen (aus iPSC P140-180 differenziert) verwendet. Zur 

Beschichtung des Transwell-Systems, wurde dieses zunächst apikal mit 200 µl einer 

0,1 mg/ml sowie basal mit 400 µl einer 0,6 mg/ml Kollagen I-Lösung für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 

beschichtet. Zur Einbringung von 2×104 HBVP in 20 µl KM in den basalen Bereich wurde das 

Transwell um 180° gedreht positioniert. Nach 3 h wurde das Transwell in die Ausgangsposition 

zurückgedreht und in KM über Nacht bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Am nächsten Tag wurden 
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2×104 HA simultan mit 0,4×104 HM in 20 µl KM nach demselben Prinzip in den basalen Bereich 

ausgesät und das Transwell nach 3 h in die Ausgangslage versetzt. 24 h später wurde der basale 

Bereich mit 300 µl Matrigel hESC (1:100) für 30 min bei 37 °C und 5 % CO2 beschichtet und mit 

0,6×104 Neuronen in 20 µl M7 1:1 BM nach demselben Prinzip besiedelt. Nach 3 h folgte eine 

Kultivierung in der Ausgangslage in M7 1:1 BM. Dabei wurde alle 2-3 Tage das Medium 

ausgetauscht. Nach 7 Tagen wurden 6×104 hCMEC/D3 in 300 µl KM apikal eingebracht. Dabei 

konnte nach 3 h das Medium auf M7 1:1 BM gewechselt werden. Das so aufgebaute 

BBB/NVU-Modell war 7 Tage nach Einbringung der hCMEC/D3 ausgebildet.  

Für das Non-contact co-culture system erfolgte neben der Beschichtung im apikalen Bereich eine 

Beschichtung im basalen Bereich. Zudem wurden dieselben Zellzahlen auf der 

Kultivierungsoberfläche der 24-Well-Platte (basal) in einem Volumen von 1 ml ausgesät. Die 

Besiedlung des apikalen Bereiches erfolgte wie zuvor beschrieben.  

4.2.2.3 TEER-Messung 

Zur TEER-Messung wurden die gewünschten vaskulären Modelle, inklusive Endothel in einem 

Transwell-System vorbereitet. Vor der Benutzung sollte das Messgerät (EVOM3 mit STX2-Plus 

Elektrode) mithilfe des beiliegenden Testwiderstands kalibriert und die Elektroden nach Bedarf 

mit herkömmlicher Bleiche für 15 min gesäubert werden. Danach wurden die Elektroden mit 

70 % Ethanol desinfiziert und sterilem ddH2O gespült. Anschließend konnten die präferierten 

Einstellungen am TEER-Gerät überprüft und gegebenenfalls angepasst werden (Mode units: OHMS 
Rang: 100.000, Well-Platten-Größe: 24-Well, Open electrodes: Short). Daraufhin wurde in das apikale 

beziehungsweise basale Kompartiment des Transwell-Systems jeweils eine Elektrode des 

TEER-Messgeräts platziert. Wichtig hierbei war, dass die Membran der Elektroden vollständig mit 

Flüssigkeit bedeckt war. Die elektrischen Widerstände konnten anschließend ermittelt werden. 

Jede Probe wurde dabei in unabhängigen Triplikaten gemessen und jeweils ein Blank 

(beschichtetes Transwell-System ohne Zellen) verwendet. Nach Beendigung der Messung wurden 

die Elektroden erneut mit 70 % Ethanol gesäubert, mit ddH2O gespült und an der Luft vor Licht 

geschützt getrocknet. Die erhaltenen Werte wurden in Differenz zum Blank ermittelt und 

anschließend auf die Oberfläche des Transwell-Systems normiert (Gleichung (3) und (4) in 

Kapitel 3.2.2.1.4.1).  

4.2.3 Organ-on-a-chip System vasQchip 

Zur Etablierung der iBRB/rNVU-Modelle im vasQchip wurde eine Porengröße von 3 µm und für 

BBB/NVU-Modelle eine Porengröße von 1-2 µm verwendet.  

4.2.3.1 Herstellung 

Die PC-Mikrokanäle wurden nach der am KIT entwickelten SMART-Technologie von der Firma 

300 microns produziert.73 Dazu wurden PC-Folien durch Schwerionenbeschuss modifiziert und 

anschließend halbrunde Mikrokanäle durch einen Druck von 4 bar sowie einer Temperatur von 
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147 °C (Thermoformen) geformt. Anschließend konnte die latente Ionenspur durch 

nasschemisches Ätzen sowie durch Zugabe von 0,01 % Dowfax 2A1TM geöffnet werden. Dabei 

bestimmte die Dauer der Ätzzeit die Porengröße. Im Anschluss wurden die Mikrokanäle auf 

Spritzguss-geformte PC-Blöcke (Firma Hoffmann GmbH) mithilfe von Laserschweißen 

(Firma 300 microns) angebracht.  

4.2.3.2 Handhabung  

Sofern nicht anders erwähnt, wurden die vasQchips mit einem Klebering (Æ: 34 mm) versehen und 

das umgebende Kompartiment durch Anbringung eines Deckglases (Æ: 32 mm) verschlossen 

(Abbildung 130). Vor Gebrauch wurde der vasQchip mithilfe von UV-Strahlung sterilisiert. 

Dagegen wurden die Schläuche der Mikrofluidik mit 70 % Ethanol gewaschen, für mindestens 24 h 

in 70 % Ethanol gelagert und anschließend autoklaviert.  

 

 

Abbildung 130: Assemblierung des vasQchips. Der vasQchip wurde mit einem 500 µm dicken Klebering 
versehen. Durch anschließende Anbringung eines Deckglases konnte das umgebende Kompartiment verschlossen 
werden.  

4.2.3.2.1 Beschichtung des Mikrokanals 

Die Beschichtung des Mikrokanals (Länge: 20 mm, Breite: 1 mm, Höhe: 300 µm, 106 Poren/cm2) 

erfolgte unter Vermeidung von Luftblasen durch Zugabe von 50-200 µl einer Beschichtungslösung. 

Dies inkubierte für 1 h bei 5 % CO2 und 37 °C oder RT. Danach wurde der Mikrokanal zweimal 

mit 200 µl DPBS-/- gewaschen und anschließend mit 200 µl zellspezifischem Medium gespült. 

Anschließend wurden die Anschlüsse des vasQchips mit Medium gefüllt und der vasQchip über 

Nacht bei 37 °C und 5 % CO2 äquilibriert.  

4.2.3.2.2 Beschichtung des umgebenden Kompartiments 

Das umgebende Kompartiment (Æ: 24 mm, Höhe: 500 µm) wurde durch 500 µl 

Beschichtungslösung für 1 h bei 5 % CO2 und 37 °C oder RT beschichtet. Anschließend wurde das 

Kompartiment zweimal mit 500 µl DPBS-/- gewaschen und mit 1 ml zellspezifischem Medium 

durchspült. Daraufhin wurden die Anschlüsse des vasQchips mit Medium gefüllt und der 

vasQchip über Nacht bei 37 °C und 5 % CO2 äquilibriert. 
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4.2.3.2.3 Besiedlung des Mikrokanals  

Zur Auskleidung des Mikrokanals wurden Endothelzellen der gewünschten Zellzahl in 20 µl 

zellspezifischem Medium in den Mikrokanal luftblasenfrei eingebracht. Dazu wurden die 

Anschlüsse des Kanals leer gezogen, und die Zellsuspension schnell in den Mikrokanal pipettiert. 

Daraufhin wurde der Fluss der Zellen im Mikrokanal lichtmikroskopisch kontrolliert. Für eine 

vollständige homogene Auskleidung des Mikrokanals wurde der vasQchip bei 5 % CO2 und 37 °C 

für 1 h mit 0,25 rpm im vasQturn um seine eigene Achse gedreht. Anschließend konnte der 

Anschluss des Mikrokanals mit 200 µl Medium gefüllt und nach 2-3 h Regeneration an die 

Mikrofluidik angeschlossen werden.  

4.2.3.2.4 Besiedlung des umgebenden Kompartiments 

Zur Besiedlung des umgebenden Kompartiments wurde die gewünschte Zellkonzentration in 

500 µl spezifischem Medium möglichst luftblasenfrei durch den Anschluss eingebracht. Um das 

Anwachsen der Zellen auf der PC-Membran (Rückseite des Mikrokanals) sicherzustellen, wurde 

nach Einbringung der Zellen der vasQchip um 180° gedreht positioniert und leicht auf das 

Deckglas geklopft. Das Anwachsen der Zellen wurde für mindestens 3 h in dieser Position bei 

5 % CO2 und 37 °C sichergestellt. Anschließend konnte der vasQchip in die Ausgangsposition 

gebracht werden und mit weiteren Zelltypen besiedelt oder an die Mikrofluidik angeschlossen 

werden. Ein Mediumwechsel erfolgte hierbei alle 2-3 Tage. 

Zur Etablierung des NVU-Modells einschließlich Neuronen erfolgte eine Beschichtung sowie 

Besiedlung des umgebenden Kompartiments zunächst „offen“ um 180° gedreht ohne Klebering 

und Deckglas.  

4.2.3.3 Anschluss an die Mikrofluidik 

Alle verwendeten Schläuche, Spritzen sowie Zentrifugen-Röhrchen wurden am Vortag mit 

spezifischem Medium befüllt und über Nacht bei 37 °C und 5 % CO2 äquilibriert. Am nächsten Tag 

wurden sowohl die vasQchips als auch die Schläuche beziehungsweise Spritzen auf Luftblasen 

untersucht und diese nach Bedarf entfernt. Daraufhin konnte jeweils ein Schlauch mit dem Einlass 

und Auslass des Mikrokanals im vasQchip verbunden werden. Dagegen wurde das umgebende 

Kompartiment mit Plugs verschlossen. Anschließend konnte das Pumpensystem nach Einstellung 

der gewünschten Flussrate und weiterer Parameter gestartet werden. Für das iBRB/rNVU-Modell 

wurde die Peristaltikpumpe und für das BBB/NVU-Modell die Spritzenpumpe verwendet. 

4.2.3.3.1 Spritzenpumpe Fusion 200 Chemyx 

Zur Kultivierung bei niedrigen Flussraten (maximal 100 µl/h) wurde die Spritzenpumpe 

verwendet. Dabei wurde der dafür vorgesehene Schlauch mit dem Einlass des Mikrokanals 

verbunden. Am anderen Ende des Schlauches war eine 10 ml Spritze angeschlossen. Nach 

Einstellung des Spritzendurchmessers, gefülltem Volumen, Flussrate (100 µl/h) sowie dem Modus 

„Infusion“ konnte die Spritzenpumpe gestartet werden. Dabei wurde das Medium aus der Spritze 

konstant durch den Mikrokanal gepumpt. Ein Schlauch am Auslass des Mikrokanals führte in ein 
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Auffangbehälter (Abbildung 131), welcher alle 7 Tage ausgetauscht wurde, um Kontaminationen 

vorzubeugen. Das Medium in den Spritzen wurde alle 2-3 Tage nachgefüllt.  

 

 

Abbildung 131: Schematische Darstellung der mikrofluidischen Kultivierung von vasQchips mit der 
Spritzenpumpe.  

4.2.3.3.2 Peristaltikpumpe peRISYS Cetoni 

Für höhere Flussraten wurde die Peristaltikpumpe verwendet. Hierzu wurde das vorgesehene 

Schlauchende mit dem Einlass des Mikrokanals im vasQchip verbunden. Das andere Ende des 

Schlauches führte in ein mit 5 ml befülltes Zentrifugen-Röhrchen, welches als Reservoir fungierte. 

Der Auslass des vasQchips wurde mit einem Schlauch verbunden, der in der Pumpe eingeklemmt 

wurde und im Reservoir endete (Abbildung 132). Somit konnte eine Art Luftblasenfalle erzeugt 

werden. Zur mikrofluidischen Kultivierung der iBRB/rNVU-Modelle wurde eine Flussrate von 

maximal 100 µl/min eingestellt. Dabei wurde bei einem Volumenstrom von 10 µl/min begonnen, 

welcher stündlich um 10 µl/min erhöht wurde. Das Reservoir sowie der vasQchip wurden bei 

37 °C und 5 % CO2 gelagert. Das Medium im Reservoir wurde alle 2-3 Tage gewechselt.  

 

 

Abbildung 132: Schematische Darstellung der mikrofluidischen Kultivierung von vasQchips mit der 
Peristaltikpumpe.  
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4.2.3.4 Etablierung der iBRB/rNVU im vasQchip 

Zur Etablierung eines Kokultur-Modells der rNVU wurden HRMVEC (Passage 4-9), 

HRA (Passage 3-8) und HBVP (Passage 5-8) verwendet. Hierzu wurde der Mikrokanal mit 50 µl 

einer 1 mg/ml Fibronektinlösung und das umgebende Kompartiment mit 500 µl einer 

0,6 mg/ml Kollagen I-Lösung für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 beschichtet. Anschließend wurde der 

Mikrokanal und das umgebende Kompartiment gewaschen und mit EGM-2 gefüllt. Daraufhin 

konnten 9,5×105 HBVP in das umgebende Kompartiment in EGM-2 ausgesät werden. Der vasQchip 

wurde hierfür um 180° gedreht positioniert und nach 3 h in die Ausgangsposition gebracht. Am 

nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 9,5×105 HRA in EGM-2 nach demselben Prinzip 

(Drehung um 180°). 24 h später wurden 1×105 HRMVEC in den Mikrokanal eingebracht. Es folgte 

ein Anschluss an die Peristaltikpumpe bei einer maximalen Flussrate von 100 µl/min. Als 

Kultivierungsmedium wurde EGM-2 verwendet.  

4.2.3.5 Etablierung der BBB/NVU im vasQchip 

Zur Rekonstruktion der BBB/NVU wurden hCMEC/D3 (Passage 5), HBVP (Passage 5), 

HA (Passage 5), HM (Passage 4-7) und Neuronen (aus iPSC P140-180 differenziert) verwendet. 

Hierfür wurde der vasQchip „offen“ um 180° gedreht positioniert und mit 500 µl einer 0,6 mg/ml 

Kollagen I-Lösung für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 beschichtet. Daraufhin wurden 5×105 HBVP in 

500 µl KM ausgesät. Am nächsten Tag erfolgte eine Einbringung von 5×105 HA sowie 1×105 HM in 

500 µl KM. 24 h später wurde mit 500 µl Matrigel hESC für 30 min bei 37 °C und 5 % CO2 

beschichtet. Anschließend wurden 16,7×104 NSC in 500 µl M7 1:1 BM ausgesät. Nach 48 h wurde 

das umgebende Kompartiment verschlossen und bei einer Flussrate von 100 µl/h mikrofluidisch 

kultiviert. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen wurde der Mikrokanal mit 200 µl einer 

0,1 mg/ml Kollagen I-Lösung für 1 h bei 5 % CO2 und 37 °C beschichtet und mit 7,5×104 hCMEC/D3 

in 20 µl KM besiedelt. Anschließend erfolgte der Anschluss an die Spritzenpumpe und eine 

fluidische Kultivierung bei 100 µl/h. 

4.2.3.5.1 Einbringung eines 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogels einschließlich Neuronen in das 
NVU-Modell 

Nachdem das NVU-Modell (ohne Neuronen), wie in Kapitel 4.2.3.5 beschrieben, vorbereitet 

wurde, konnten 500 µl eines 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogels einschließlich NSC der 

Zellkonzentration 2,5×106 Zellen/ml durch den Anschluss in das umgebende Kompartiment 

eingebracht werden. Die Vernetzung sowie die genaue Zusammensetzung des Hydrogels sind in 

Kapitel 4.2.4.2.3 aufgeführt. Anschließend wurden die vasQchips an die Spritzenpumpe 

angeschlossen und bei einer Flussrate von 100 µl/h fluidisch kultiviert. 
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4.2.4 Hydrogele 

4.2.4.1 Chemische Synthesen der Gelatine-basierten Hydrogele 

Die Synthesen von GelMA und GelNB/GelS erfolgten durch chemische Modifizierung der 

Lysinseitenketten der Gelatine.  

4.2.4.1.1 GelMA 

Die Synthese des Photopolymers GelMA erfolgte nach Van Den 

Bulcke et al.238 Hierfür wurde 1 g Gelatine (≙ 0,266 mmol 

NH2-Gruppen) in 10 ml DPBS-/- bei 50 °C unter ständigem Rühren 

gelöst. Daraufhin konnte das gewünschte Volumen an MAA 39,5 µl 

(Low, 0,266 mmol, 1 Äq), 316 µl (Medium, 2,128 mmol, 8 Äq) oder 

790 µl (High, 5,32 mmol, 20 Äq) tropfenweise hinzugefügt werden. 

Anschließend wurde das Gemisch für 2 h bei 50 °C gerührt. Nach 

erfolgter Reaktion wurde 10 ml erwärmtes DPBS-/- hinzugefügt und 

weitere 10 min bei 50 °C gerührt. Daraufhin konnte die Reaktionslösung in vorbereitete 

Dialyseschläuche (Cellulose, 12-14 kDa) überführt werden. Es folgte eine Dialyse gegen ddH2O, 

wobei zweimal täglich das Wasser gewechselt wurde. Nach 7 Tagen wurde die Lösung in 

Zentrifugen-Röhrchen überführt und bei -80 °C tiefgefroren. Daraufhin konnte die gefrorene 

Lösung lyophilisiert werden bis ein weißer styroporartiger Feststoff entstand, der bei -20 °C 

gelagert wurde. Die Charakterisierung der GelMA-Hydrogele erfolgte durch M. Sc. A. Grimm 

(IFG, KIT) und M. Sc. S. Leopold (IFG, KIT). Dabei konnten verschiedene 

Funktionalisierungsgrade der GelMA-Polymere erzielt werden: Low (1 Äq, DoF 30 %), Medium 

(8 Äq, DoF 52 %) sowie High (20 Äq, DoF 70 %). 

4.2.4.1.2 GelNB 

Die Synthese und Charakterisierung von GelNB erfolgten 

ausschließlich durch M. Sc. A. Grimm (IFG, KIT) sowie 

M. Sc. S. Leopold (IFG, KIT). Zur Synthese von GelNB 

wurden 326 µl 5-Norborne-2-Carbonsäure (368 mg, 

2,66 mmol, 10 Äq) in 10-20 ml MES-Puffer (0,5 M, pH 6) 

gelöst. Daraufhin konnte das Gemisch durch Zugabe von 

1,02 g EDC-HCl (5,32 mmol, 20 Äq) und 0,31 g NHS 

(2,66 mmol, 10 Äq) aktiviert werden. Anschließend wurde 

das Gemisch 15 min bei einer Temperatur von 50 °C 

gerührt. Es folgte die Zugabe von 1 g Gelatine (0,266 mmol 

NH2-Gruppen, 1 Äq), wobei mit 10 M NaOH ein pH-Wert von 7,5-7,8 eingestellt wurde. Die 

Reaktion erfolgte über Nacht bei 50 °C unter ständigem Rühren. Anschließend wurde die 

Reaktionslösung in vorbereitete Dialyseschläuche (Cellulose, 12-14 kDa) überführt und für 7 Tage 

gegen ddH2O bei 40 °C dialysiert. Dabei wurde das Wasser zweimal täglich gewechselt. Danach 

konnte die Lösung in Zentrifugen-Röhrchen überführt und für 3 min bei 2000 rpm zentrifugiert 
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werden. Die Lösung wurde bei -80 °C eingefroren und anschließend lyophilisiert bis ein weißer 

styroporartiger Feststoff erhalten wurde, der bei -20 °C gelagert wurde. Durch eine Variation der 

Mengen an NHS (0,3 Äq, 2 Äq, 10 Äq), 5-Norbornen-2-Carbonsäure (0,3 Äq, 2 Äq, 10 Äq) und 

EDC-HCl (0,6 Äq, 4 Äq, 20 Äq) konnten verschiedene Funktionalisierungsgrade der 

GelNB-Polymere erzielt werden: Low (DoF 20 ± 2 %), Medium (DoF: 53 ± 1 %) und High 

(DoF: 97 ± 1 %).  

4.2.4.1.3 GelS  

Die Synthese und Charakterisierung von GelS erfolgten 

ausschließlich durch M. Sc. A. Grimm (IFG, KIT) sowie 

M. Sc. S. Leopold (IFG, KIT) und wurde nach Van 

Vlierberghe et al. durchgeführt.436 Zur Synthese von GelS 

wurde 1 g Gelatine (0,266 mmol NH2-Gruppen, 1 Äq) 

unter Zugabe von 1 mM EDTA in 10-20 ml 0,1 M 

Natriumcarbonat-Bicarbonat-Puffer (entgast, CO2-frei, 

pH-Wert 10) bei 40 °C unter Rühren gelöst. Anschließend 

wurden 0,212 g N-Acetyl-DL-Homocysteinthiolacton 

(1,33 mmol, 5 Äq) hinzugefügt und für 3 h bei 40 °C unter 

Schutzgasatmosphäre (Argon oder Stickstoff) gerührt. Anschließend wurde die Reaktionslösung 

mit 10 ml ddH2O verdünnt und in vorbereitete Dialyseschläuche (Cellulose, 12-14 kDa) überführt. 

Es folgte eine Dialyse für 24 h gegen ddH2O unter einer Schutzgasatmosphäre bei einer Temperatur 

von 40 °C. Dabei wurde der Wasserwechsel drei bis viermal durchgeführt. Im Anschluss wurde 

die Lösung in Zentrifugen-Röhrchen überführt und bei -80 °C gefroren und anschließend 

lyophilisiert. Der erhaltene weiße Feststoff konnte bei -80 °C unter Schutzgas gelagert werden. 

Durch Variation der Menge an N-Acetyl-DL-Homocystein-Thiolacton konnten zwei verschiedene 

Funktionalisierungsgrade der GelS-Polymere erhalten werden: Low (1 Äq, DoF: 20 ± 3 %) und 

Medium (5 Äq, DoF: 50 ± 3 %). 

4.2.4.2 Herstellung und Vernetzung der Hydrogele 

4.2.4.2.1 GelMA 

Um eine 10%ige (w/v) Stammlösung herzustellen wurde das lyophilisierte GelMA mit 

gewünschtem Funktionalisierungsgrad in DPBS-/- bei 50 °C gelöst. Im Rahmen dieser Arbeit 

wurden GelMA-Hydrogele in einer Endkonzentration von 5 % (w/v) und LAP in einer 

Endkonzentration von 0,3 % (w/v) sowie ein Gesamtvolumen von 200 µl in µ-Slide 8 Wells 

eingesetzt. Zur Einbettung der Zellen wurde das gelöste GelMA, LAP sowie spezifisches 

Nährmedium inklusive der Zellsuspension (2,5×106 Zellen/ml) vermischt (Tabelle 1). Die 

Vernetzung des Hydrogels erfolgte durch Bestrahlung mit Licht geeigneter Wellenlänge bei einer 

Leistungsdichte von 500 mW/cm2 sowie einer Bestrahlungsdauer von 30 s (Omnicure S2000, 

320-500 nm). Dabei wurde ein Abstand von 5 cm zur Strahlungsquelle eingestellt. Anschließend 
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wurden die ausgehärteten Hydrogele mit 200 µl spezifischem Medium überschichtet. Ein 

Mediumwechsel erfolgte alle 2-3 Tage.  

Zur Generierung von GelMA-Hydrogelen gemischt mit Kollagen I, wurde das Volumen des 

Nährmediums angepasst. 

Tabelle 1: Zusammensetzung für 1 ml Photopolymerlösung. 

Stammlösungen GelMA Low, Medium, High 
(10 %) 

LAP 
(10 %) 

Medium inkl. 
Zellen 

(w/v) im Hydrogel 5 % 0,3 % - 

für 1 ml Hydrogel 500 µl 30 µl 470 µl 

 

4.2.4.2.2 GelNB/GelS 

Zunächst wurden Stammlösungen der lyophilisierten GelNB/GelS-Polymere in entsprechenden 

Konzentrationen (GelNB 10 % und GelS 5 % (w/v)) in DPBS-/- bei 50 °C hergestellt. Je nach 

gewünschtem Funktionalisierungsgrad (Low, Medium, High), wurde das dafür vorgesehene 

Volumen der gelösten Polymere zusammen mit LAP (0,03 % (w/v)) sowie dem Nährmedium 

inklusive der Zellsuspension (2,5×106 Zellen/ml) vermischt (Tabelle 2). Im Rahmen dieser Arbeit 

wurde mit einer GelNB/GelS-Hydrogelkonzentration von 5 % (w/v) sowie einem Gesamtvolumen 

von 200 µl in Wells einer 48-Well-Platte gearbeitet. Eine Vernetzung des Hydrogels wurde durch 

Bestrahlung mit Licht geeigneter Wellenlänge bei einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 sowie 

einer Bestrahlungsdauer von 30 s (Omnicure S2000, 320-500 nm) induziert. Hierbei wurde stets ein 

Abstand von 5 cm zur Strahlungsquelle beibehalten. Anschließend konnten die vernetzten 

Hydrogele mit 400 µl zellspezifischem Medium überschichtet werden. Ein Mediumwechsel wurde 

alle 2-3 Tage durchgeführt.  

Tabelle 2: Zusammensetzung für 1 ml Photopolymerlösung. 

Low 

Stammlösungen GelNB Low 
(0,3 Äq, 10 %) 

GelS Low 
(1 Äq, 5 %) 

LAP 
(10 %) 

Medium inkl. 
Zellen 

(w/v) im Hydrogel 2,5 % 2,5 % 0,03 % - 

für 1 ml Hydrogel 250 µl 500 µl 3 µl 247 µl 

 
Medium 

Stammlösungen GelNB Medium 
(2 Äq, 10 %) 

GelS Medium 
(5 Äq, 5 %) 

LAP 
(10 %) 

Medium inkl. 
Zellen 

(w/v) im Hydrogel 2,5 % 2,5 % 0,03 % - 

für 1 ml Hydrogel 250 µl 500 µl 3 µl 247 µl 
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High 

Stammlösungen GelNB High 
(10 Äq, 10 %) 

GelS Medium 
(5 Äq, 5 %) 

LAP 
(10 %) 

Medium inkl. 
Zellen 

(w/v) im Hydrogel 1,73 % 3,27 % 0,03 % - 

für 1 ml Hydrogel 173 µl 655 µl 3 µl 169 µl 

 

4.2.4.2.3 Kollagen I-Hydrogel 

Zur Herstellung der Kollagen I-Hydrogele wurde Kollagen I (5 mg/ml), 10x DPBS-/-, 1 M NaOH 

sowie das zellspezifische Medium inklusive der Zellsuspension (2,5×106 Zellen/ml) im 

entsprechenden Volumen auf Eis vermischt (Tabelle 3). Dabei wurde in den µ-Slide 8 Wells sowie 

in den 48-Well-Platten mit einem Gesamtvolumen von 200 µl gearbeitet. Anschließend erfolgte 

eine Polymerisierung des Hydrogels für 30 min bei 37 °C und 5 % CO2. Nach erfolgter Vernetzung 

wurden die Hydrogele mit jeweils 200 µl (µ-Slide 8 Wells) beziehungsweise 400 µl (48-Well-Platte) 

Medium überschichtet. Der Mediumwechsel wurde alle 2-3 Tag durchgeführt.  

Tabelle 3: Zusammensetzung für 1 ml Kollagen I-Hydrogellösung. 

Stammlösungen Kollagen I 
(5 mg/ml) 

DPBS-/- 

(10x) 
NaOH 
(1 M) 

Medium inkl. 
Zellen 

1 mg/ml Kollagen I-Hydrogel 200 µl 100 µl 5 µl 695 µl 

2 mg/ml Kollagen I-Hydrogel 400 µl 100 µl 5 µl 495 µl 

 

4.2.5 3D-Bioprinting 

Für das 3D-Bioprinting wurden NSC, wie in Kapitel 4.2.1.3.2 beschrieben, vorbereitet. Anschließend 

wurden diese in eine 5%ige GelNB/GelS-Hydrogellösung mit dem Funktionalisierungsgrad 

Medium (wie in Kapitel 4.2.4.2.2 beschrieben) eingebracht. Diese Biotinte wurde anschließend in 

eine Druckerkartusche überführt und bis zur Weiterverwendung 20 min bei RT gelagert. Danach 

konnte die Kartusche in den Extrusionsdruckkopf des 3D-Bioprinters (Biospot BP) eingesetzt 

werden. Es folgte die Anbringung einer Dosiernadel der Öffnung 250 µm. Daraufhin wurde die 

Temperatur mithilfe des Kühlsystems auf 22 °C eingestellt. Anschließend konnte die Biotinte mit 

einer Extrusionsrate von 0,02 mm/s und einer Druckgeschwindigkeit von 5 mm/s auf das 

gewünschte Objekt extrudiert werden. Danach wurden die gedruckten Strukturen durch eine 

20-sekündige Bestrahlung mit Licht geeigneter Wellenlänge (Omnicure S2000, 320-500 nm) bei 

einer Leistungsdichte von 500 mW/cm2 photochemisch vernetzt.  

Der 3D-Druck der Gitterstruktur erfolgte mithilfe von zwei Schichten auf einem Deckglas. Nach 

der photochemischen Aushärtung wurde das Deckglas in einer geeigneten Kultivierungsschale 

mit M7 1:1 BM kultiviert. Für den 3D-Druck auf dem vasQchip wurde dieser „offen“ ohne 

Klebering und Deckglas einschichtig bedruckt. Nach der Aushärtung konnte durch Anbringung 
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des Kleberings und des Deckglases das Kompartiment verschlossen werden. Anschließend wurde 

das umgebende Kompartiment mit M7 1:1 BM befüllt und bei einer Flussrate von 100 µl/h fluidisch 

kultiviert.  

4.2.6 Visualisierung von Zellen und zellulären Strukturen 

4.2.6.1 Fixierung der Zellen 

Zur Fixierung der Zellen wurden diese zweimal mit eiskaltem DPBS+/+ gewaschen und mit einer 

4%igen PFA-Lösung für 10 min auf Eis fixiert. Anschließend wurden die Zellen erneut zweimal 

mit DPBS-/- gewaschen, um die restlichen Rückstände der PFA-Lösung abzutragen. Die Zellen 

konnten bis zur Weiterverwendung bei 4 °C gelagert werden. Das verwendete Volumen ist in 

Kapitel 4.2.6.6 aufgeführt. 

4.2.6.2 Permeabilisierung der Zellen 

Zur Permeabilisierung der Zellen wurden diese nach der Fixierung mit einer 

0,1%igenTriton-X-Lösung für 4 min bei RT behandelt. Anschließend wurde zweimal mit DPBS-/- 

gewaschen. Die Zellen konnten bis zur Weiterverwendung bei 4 °C gelagert werden. Das 

verwendete Volumen ist in Kapitel 4.2.6.6 aufgeführt. 

4.2.6.3 Färbung der Zellkerne 

Zur Visualisierung der Zellkerne wurde eine Färbelösung mit Hoechst33342 in einer 

Konzentration von 2 µg/ml in DPBS-/- (fixierte Zellen) oder Medium (vitale Zellen) angesetzt. 

Anschließend wurden die Zellen mit der Färbelösung für 5 min bei 37 °C und 5 % CO2 behandelt. 

Danach konnten die Zellen zweimal mit DPBS-/- gewaschen werden. Daraufhin wurden die 

Zellkerne mithilfe inverser Konfokalmikroskopie visualisiert (λex: 405 nm, λem: 415-480 nm). Das 

verwendete Volumen ist in Kapitel 4.2.6.6 aufgeführt. 

4.2.6.4 Färbung des Aktinzytoskelett 

Zur Färbung des Aktinzytoskeletts wurden die Zellen nach der Fixierung sowie Permeabilisierung 

mit Phalloidin-TRITC (100 nM in DPBS-/-) für 40 min bei RT behandelt und zweimal mit DPBS-/- 

gewaschen. Daraufhin konnte das Aktinzytoskelett der Zellen mithilfe inverser 

Konfokalmikroskopie visualisiert werden (λex: 532 nm, λem: 545-625 nm). Das verwendete Volumen 

ist in Kapitel 4.2.6.6 aufgeführt. 

4.2.6.5 Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Strukturen 

Für eine Immunfluoreszenzfärbung wurden nach erfolgter Fixierung und Permeabilisierung der 

Zellen die unspezifischen Bindungsstellen mit CasBlockTM für 30 min bei RT blockiert. 

Anschließend konnte der primäre Antikörper in entsprechender Konzentration und Volumen in 

CasBlockTM zur Bindung der zelltypischen Strukturen hinzugefügt werden. Es folgte eine 

Inkubation über Nacht bei 4 °C. Daraufhin wurde die Antikörperlösung abgenommen und die 
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Zellen zweimal mit DPBS-/- gewaschen. Im Anschluss konnte der sekundäre Antikörper in 

entsprechender Konzentration und Volumen zur spezifischen Bindung des primären Antikörpers 

in CasBlockTM hinzugegeben werden. Es folgte ebenfalls eine Inkubation über Nacht bei 4 °C. Auch 

der Anti-CD31-FITC Antikörper wurde zur Verstärkung des Signals mit einem entsprechenden 

Sekundärantikörper inkubiert. Am nächsten Tag wurde die Lösung abgenommen, die Zellen 

zweimal mit DPBS-/- gewaschen und anschließend die zelltypischen Strukturen mithilfe inverser 

Konfokalmikroskopie visualisiert. Das verwendete Volumen ist in Tabelle 5 Kapitel 4.2.6.6 

aufgeführt. In Tabelle 4 ist die Übersicht der verwendeten Antikörper dargestellt. 

Tabelle 4: Übersicht der verwendeten primären und sekundären Antikörper und ihre Konzentrationen sowie 
die Anregungs- und Emissionswellenlängen. 

Antikörper Konzentration λex λem 

Anti-ß-III Tubulin produced in mouse 
(ab7751, abcam) 1:1000 - - 

Anti-CD11b produced in rat 
(ab8878, abcam) 1:200 - - 

Anti-CD31 produced in sheep 
(AF806, R&D Systems) 5 µg/ml - - 

Anti-CD31-FITC produced in mouse 
(F8402, Sigma Aldrich® Merck KGaA) 1:100 488 nm 500-550 nm 

Anti-FABP7 produced in rabbit 
(ABN14, Sigma Aldrich® Merck KGaA) 1:250 - - 

Anti-GFAP produced in rabbit 
(ab5804, Sigma Aldrich® Merck KGaA) 1:1000 - - 

Anti-Iba-1 produced in rabbit 
(A104332, antibodies.com) 1:2000 - - 

Anti-MAP2 produced in mouse 
(MAB3418, Sigma Aldrich® Merck KGaA) 5 µg/ml - - 

Anti-Nanog produced in mouse  
(ab62734, abcam) 1:1000 - - 

Anti-Nestin produced in rabbit 
(ab105389, abcam) 1:200 - - 

Anti-Oct-4 produced in rabbit 
(ab181557, abcam) 1:250 - - 

Anti-P-gp produced in mouse 
(C219, Enzo Life Sciences) 1:100 - - 

Anti-PAX6 produced in mouse  
(ab78545, abcam) 1:50 - - 
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Anti-PAX6 produced in mouse                     
(sc-81649, Santa Cruz Biotechnologies) 1:100 - - 

Anti-Synapsin I produced in rabbit 
(ab64581, abcam) 1:200 - - 

Anti-Synapsin I produced in rabbit 
(AB1543P, Sigma Aldrich® Merck KGaA) 1:500 - - 

Anti-TH produced in rabbit 
(ab75875, abcam) 1:50 - - 

Anti-VE-Cadherin produced in rabbit 
(ab33168, abcam) 5 µg/ml - - 

Anti-ZO-1 produced in rat 
(sc-33725, Santa Cruz Biotechnologies) 1:500 - - 

Anti-α-SMA produced in mouse 
(ab54723, abcam) 10 µg/ml - - 

Anti-α-SMA produced in mouse 
(14976082, InvitrogenTM) 

1:500 - - 

 

Sekundärantikörper Konzentration λex λem 

Alexa Fluor® 488 Donkey Anti-Rabbit 
(A21206, InvitrogenTM) 1:500 488 nm 500-550 nm 

Alexa Fluor® 488 Goat Anti-Mouse 
(A11001, InvitrogenTM) 1:1000 488 nm 500-550 nm 

Alexa Fluor® 488 Goat Anti-Rat             
(A11006, InvitrogenTM) 1:500 488 nm 500-550 nm 

Alexa Fluor® 568 Donkey Anti-Sheep                        
(A21099, InvitrogenTM) 1:500 532 nm 600-630 nm 

Alexa Fluor® 568 Goat Anti-Mouse 
(A11031, InvitrogenTM) 4 µg/ml 532 nm 600-630 nm 

Alexa Fluor® 647 Chicken Anti-Rabbit 
(A21443, InvitrogenTM) 4 µg/ml 635 nm 

650-700 nm 

640-750 nm 

Alexa Fluor® 647 Goat Anti-Rat             
(A21247, InvitrogenTM) 1:500 635 nm 

650-700 nm 

640-750 nm 

FITC Donkey Anti-Sheep                       
(A16049, InvitrogenTM) 1:500 488 nm 500-550 nm 
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4.2.6.6 Verwendete Volumina 

Tabelle 5: Übersicht der verwendeten Volumina in den Kapiteln 4.2.6.1-4.2.6.5. 

Waschschritte 

Kultivierungsmaterial Menge  
µ-Slide 8 Wells 200 µl 

48-Well-Platte 200 µl 

24-Well-Platte 400 µl 

Transwell Insert 200 µl 

vasQchip Mikrokanal 400 µl 

vasQchip Kompartiment 1000 µl 

 
Fixierung, Permeabilisierung, Blockierung, Färbung von Zellkernen und Aktinzytoskelett 

Kultivierungsmaterial Menge  
µ-Slide 8 Wells 200 µl 

48-Well-Platte 200 µl 

24-Well-Platte 400 µl 

Transwell Insert 200 µl 

vasQchip Mikrokanal 200 µl 

vasQchip Kompartiment 500 µl 

 
Immunfluoreszenzfärbung 

Kultivierungsmaterial Menge  
µ-Slide 8 Wells 200 µl 

48-Well-Platte 200 µl 

24-Well-Platte 400 µl 

Transwell Insert 200 µl 

vasQchip Mikrokanal 200 µl 

vasQchip Kompartiment 500 µl 

 

4.2.6.7 Durchflusszytometrie 

Für die Durchflusszytometrie wurden mindestens 3×106 Zellen benötigt. Hierfür wurden die Zellen 

mithilfe der StemPro™ Accutase™ für 2-5 min enzymatisch abgelöst, wie in Kapitel 4.2.6.1 fixiert 

und wie in Kapitel 4.2.6.2 permeabilisiert. Für die Waschschritte wurde dabei statt DPBS-/- 2 ml 

eiskalter FACS-Puffer (2 % FBS in DPBS-/-) verwendet und die Zellen nach jedem einzelnen 

Waschschritt für 10 min bei 1200 rpm zentrifugiert. Nach Ablauf der Zentrifugationszeit konnten 

die Zellen auf drei Proben mit jeweils 1×106 Zellen in 100 µl eiskaltem FACS-Puffer in 

Zentrifugen-Röhrchen aufgeteilt werden. Es folgte eine Zugabe von Fc-Block in einer Verdünnung 
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von 1:50 und eine Inkubation von 30 min auf Eis, um die unspezifischen Bindungsstellen zu 

blockieren. Die darauffolgenden Schritte sind jeweils in Kapitel 4.2.6.7.1 (iPSC) sowie in 

Kapitel 4.2.6.7.2 (EZ spheres und Neuronen) beschrieben. 

4.2.6.7.1 Durchflusszytometrie von iPSC 

Nach erfolgter Blockierung der unspezifischen Bindungsstellen konnte der direkt gekuppelte 

Antikörper (PE Mouse anti-Oct3/4) in einer Konzentration von 1:5 zur ersten Probe hinzugefügt 

werden (Tabelle 6). Es folgte eine Inkubation über Nacht bei 4°C. Zeitgleich wurden die Zellen in 

der zweiten Probe mit dem PE Mouse IgG1 (1:5) für eine Isotypkontrolle behandelt (Tabelle 6). Die 

Zellen in der dritten Probe blieben als Negativkontrolle unbehandelt. Am nächsten Tag wurde die 

Zellsuspension bei 1200 rpm für 10 min zentrifugiert und in 2 ml eiskaltem FACS-Puffer 

resuspendiert/gewaschen und erneut zentrifugiert. Dieser Waschschritt wurde dreimal 

wiederholt. Anschließend wurden die drei Proben (Negativkontrolle, Isotypkontrolle und 

Antikörperfärbung) in 200 µl FACS-Puffer resuspendiert und danach mithilfe des FACS-Geräts 

(BD FACSAriaTM Fusion) analysiert.  

Tabelle 6: Übersicht der verwendeten Antikörper, Verdünnungen sowie die Anregungs- und 
Emissionswellenlängen für die Durchflusszytometrie mit iPSC.  

iPSC 

Antikörper Verdünnung λex λem 

Anti-Oct-4-PE produced in mouse                                  
(560186, BD Biosciences) 1:5 565 nm 571-620 nm 

PE Mouse Anti-IgG1, Isotypkontrolle                 
(555749, BD Biosciences) 1:5 565 nm 571-620 nm 

 

4.2.6.7.2 Durchflusszytometrie von Neuronen/EZ spheres 

Nach erfolgter Blockierung der unspezifischen Bindungsstellen wurde der primäre Antikörper in 

der entsprechenden Konzentration hinzugefügt (Tabelle 7). Es folgte eine Inkubation über Nacht 

bei 4 °C. Am Folgetag wurde die Zellsuspension bei 1200 rpm für 10 min zentrifugiert und in 2 ml 

eiskaltem FACS-Puffer resuspendiert und erneut zentrifugiert. Dieser Waschschritt wurde dreimal 

wiederholt. Daraufhin konnten die Zellen in 100 µl FACS-Puffer resuspendiert werden. Es folgte 

eine Zugabe des sekundären Antikörpers in entsprechender Konzentration (Tabelle 7) und eine 

Inkubation für 1 h auf Eis (vor Licht geschützt). Zeitgleich wurde die zweite Probe mit dem 

sekundären Antikörper (ohne primären Antikörper) behandelt. Die Zellen in der dritten Probe 

blieben als Negativkontrolle unbehandelt. Nach abgeschlossener Inkubation wurden die Zellen 

erneut dreimal mit 2 ml eiskaltem FACS-Puffer und durch anschließende Zentrifugationsschritte 

gewaschen. Daraufhin wurden die Zellen in 200 µl FACS-Puffer resuspendiert und die drei Proben 

(Negativkontrolle, sekundärer Antikörper (Kontrolle) und primäre/sekundäre Antikörperfärbung) 

mithilfe des FACS-Geräts (BD FACSAriaTM Fusion) analysiert.  
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Tabelle 7: Übersicht der verwendeten Antikörper, Verdünnungen sowie die Anregungs- und 
Emissionswellenlängen für die Durchflusszytometrie mit EZ spheres und Neuronen. 

EZ spheres 

Antikörper Verdünnung λex λem 

Anti-Nestin produced in rabbit 
(ab105389, abcam) 1:50 - - 

Alexa Fluor® 488 Donkey Anti-Rabbit 
(A21206, InvitrogenTM) 1:400 488 nm 500-550 nm 

 

Neuronen 

Antikörper Verdünnung λex λem 

Anti-ß-III Tubulin produced in mouse 
(ab7751, abcam) 1:20 - - 

Alexa Fluor® 488 Goat Anti-Mouse 
(A11001, InvitrogenTM) 1:400 488 nm 500-550 nm 

 

4.2.6.8 REM 

Um Neuronen mit einem REM visualisieren zu können, wurden diese auf einem mit 

Matrigel hESC (1:100) beschichtetem Deckglas in M7 für 14 Tage differenziert (Æ: 32 mm, 

Höhe: 1,5 mm). Anschließend wurde dieses für 1 h in einer eiskalten Lösung aus 2 % PFA und 

2 % Glutaraldehyd in DPBS-/- bei RT inkubiert. Danach konnten die Proben entwässert werden. 

Hierfür wurden diese dreimal mit je 1 ml einer Aceton-Verdünnungsreihe gewaschen (10 %, 30 %, 

50 %, 70 %, 90 %, 100 % Aceton, in ddH2O). Daraufhin wurden die Proben für 1 h bei 1 bar und 

38 °C mit Aceton und CO2 in einem Kritisch-Punkt-Trockner (Leica CPD300) überkritisch 

getrocknet. Nach der Trocknung wurden die Proben mithilfe einer leitfähigen Silberlösung auf 

einen Metalladapter fixiert und im Exsikkator 20 min lang bei 200 mbar erneut getrocknet. Im 

Anschluss wurden die Proben mit Goldpartikeln (Cressington Sputter Coater, 8,8 nm Dicke) 

besputtert (Abbildung 133) und mit einem REM (Supra 55 VP LEO) visualisiert (Einstellung: 5 keV 

und 45° Winkel).  

 

 

Abbildung 133: Probe mit besputterten Goldpartikeln (8,8 nm Dicke). Maßstabsbalken entspricht 5 mm. 
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4.2.7 Molekularbiologische Methoden 

4.2.7.1 RNA-Isolation 

Die RNA-Isolation der Zellen wurde mithilfe von TRIzol® nach dem Protokoll des Herstellers 

durchgeführt und erfolgte unter RNase-freien Bedingungen. Hierzu wurde das Medium der Probe 

abgenommen und 400 µl TRIzol® hinzugefügt. Dabei wurde das TRIzol® auf- und abpipettiert, 

beziehungsweise gespült. Im Anschluss wurde das Lysat in ein Reaktionsgefäß überführt und für 

5 min bei RT inkubiert. Es folgte eine Zugabe von 80 µl Chloroform. Anschließend wurden die 

Proben 15 s invertiert, 3 min bei RT inkubiert und für 15 min bei 12.000 g und 4 °C zentrifugiert. 

Nach Ablauf der Zentrifugationszeit wurden drei Phasen sichtbar: eine wässrige RNA-enthaltende 

Phase, eine Interphase und eine Phenol-Chloroform-Phase. Die wässrige Phase wurde in ein 

Reaktionsgefäß überführt und die zwei anderen Phasen verworfen. Daraufhin konnten 200 µl 

Isopropanol hinzugefügt werden. Es folgte eine Inkubation für 10 min bei RT und eine 

anschließende Zentrifugation für 10 min (12.000 g) bei 4 °C. Nach erfolgter Zentrifugation wurde 

der Überstand verworfen und das RNA-Pellet in 400 µl 70 % Ethanol resuspendiert. Im Anschluss 

wurde für 5 min bei 7500 g und 4 °C zentrifugiert. Danach konnte der Überstand verworfen und 

das RNA-Pellet für 30 min bei RT luftgetrocknet werden. Um das Pellet zu lösen, wurden 50 µl 

nukleasefreies Wasser hinzugefügt und für 15 min bei 60 °C geschüttelt. Im Anschluss konnte die 

Konzentration an isolierter RNA mithilfe des Nanodrops ermittelt werden.  

4.2.7.2 DNA-Verdau 

Zum enzymatischen Verdau der genomischen DNA wurden die Komponenten (RNA, DNase, 

DNase-Puffer und nukleasefreies Wasser) nach Tabelle 8 in ein Reaktionsgefäß auf Eis pipettiert. 

Dabei wurde ein doppelter Ansatz sowie eine No-Template-Control verwendet, in der statt RNA 

Wasser eingesetzt wurde, um potentielle Kontaminationen der verwendeten Komponenten 

auszuschließen. Anschließend folgte eine Inkubation für 30 min bei 37 °C im Thermocycler. Nach 

erfolgter Inkubation wurde jeweils 2 µl DNase Stop Solution (einfacher Ansatz 1 µl) hinzugefügt 

und für 10 min bei 65 °C inkubiert, um den enzymatischen Verdau zu stoppen. Daraufhin wurde 

eine reverse Transkription (Kapitel 4.2.7.3) durchgeführt. 

Tabelle 8: Zusammensetzung des einfachen Ansatzes für einen DNA-Verdau. 

Komponente Menge 
RNA 1 µg 

DNase 1 µl (1U) 

DNase-Puffer 10x 1 µl 

Nukleasefreies Wasser Auf 10 µl auffüllen 
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4.2.7.3 Reverse Transkription 

Für eine reverse Transkription der RNA aus Kapitel 4.2.7.2 in cDNA wurden zunächst jeweils 2 µl 

Random Primer (200 ng/µl, einfacher Ansatz 1 µl) auf Eis hinzugefügt und für 5 min bei 70 °C im 

Thermocycler inkubiert. Nach erfolgter Inkubation wurden die doppelten Ansätze aufgeteilt. Einem 

Ansatz wurde 10 µl des Mastermix inklusive Reverse Transkriptase (+ RT) und dem anderen 

Ansatz wurden 10 µl des Mastermix ohne Reverse Transkriptase hinzugefügt (- RT). Der 

Mastermix setzte sich aus den Komponenten von Tabelle 9 zusammen (Endvolumen 22 µl).  

Tabelle 9: Zusammensetzung des Mastermix + RT sowie - RT für die reverse Transkription.  

Komponente + RT - RT 
RT-Puffer 5x 4 µl 4 µl 

dNTP (10 mM) 2 µl 2 µl 

Reverse Transkriptase 0,3 µl - 

Nukleasefreies Wasser 3,7 µl 4 µl 

 
Nach Zugabe der Reaktionslösung wurde die reverse Transkription von RNA in cDNA mit 

folgendem Programm im Thermocycler gestartet: 

 
10 min bei 25 °C 

60 min bei 42 °C 

10 min bei 70 °C 

RT      ¥ 

 
Im Anschluss wurde jeweils 100 µl nukleasefreies Wasser zu den Proben hinzugefügt. Daraufhin 

wurde eine Kontroll-PCR durchgeführt oder die Proben wurden bis zur Weiterverwendung 

bei -20 °C gelagert. 

4.2.7.4 Kontroll-PCR 

Bevor eine Genexpressionsanalyse mithilfe der RT-qPCR durchgeführt werden konnte, wurde 

zunächst eine Kontroll-PCR durchgeführt. Hierfür wurden die Komponenten (Puffer, dNTP, 

Primer, Polymerase und nukleasefreies Wasser) nach Tabelle 10 mit der cDNA aus Kapitel 4.2.7.3 

auf Eis zusammengefügt (Endvolumen: 20 µl).  
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Tabelle 10: Zusammensetzung der Komponenten für die Kontroll-PCR. 

Komponente Menge 
Puffer 5x 4 µl 

dNTP (10 mM) 0,5 µl 

Forward Primer (10 pmol/µl) 1 µl 

Reverse Primer (10 pmol/µl) 1 µl 

GoTaqÒ Polymerase 0,25 µl 

Nukleasefreies Wasser 10,25 µl 

cDNA 3 µl 

 
Anschließend wurde die Kontroll-PCR nach folgendem Programm gestartet: 

 

2 min bei 95 °C (1x) 

30 s bei 95 °C  

30 s bei 60 °C (40x) 

30s bei 72 °C  

5 min bei 72 °C (1x) 

RT ¥ 

 
Nach erfolgter Kontroll-PCR wurden die Amplifikate in einem Agarosegel elektrophoretisch 

aufgetrennt (Kapitel 4.2.7.5). 

4.2.7.5 Agarose-Gelelektrophorese 

Anhand der Gelelektrophorese können DNA-Fragmente ihrer Größe nach aufgetrennt werden. 

Dazu wurde ein 2%iges Agarosegel (3 g Agarose in 150 ml 1x TAE-Puffer und 

0,25 µg/ml Ethidiumbromid) mit den in Kapitel 4.2.7.4 generierten Amplifikaten beladen. Um 

dabei die Größe der aufgetrennten cDNA-Fragmente beurteilen zu können, wurde ebenfalls 

3 µl eines Größenmarkers (100 bp, zusammengesetzt aus: 1 µl Marker, 1 µl Loading dye, 4 µl ddH2O) 

in das Agarosegel hinzugefügt. Anschließend wurde eine Spannung von 120 V angelegt und die 

Proben für ca. 45 min elektrophoretisch aufgetrennt. Im Anschluss konnte eine Detektion der 

aufgetrennten DNA-Fragmente mithilfe von UV-Licht erfolgen.  

4.2.7.6 RT-qPCR 

Für eine RT-qPCR wurden die Komponenten (qPCR Mastermix, Primer, nukleasefreies Wasser) 

zusammen mit der synthetisierten cDNA aus Kapitel 4.2.7.3 nach Tabelle 11 auf Eis in Wells einer 

geeigneten 96-Well-Platte verteilt.  

Tabelle 11: Zusammensetzung der Komponenten für eine RT-qPCR. 
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Komponente Menge 
GoTaqÒ qPCR Mastermix  10 µl 

Forward Primer und Reverse Primer (10 pmol/µl) 1 µl 

Nukleasefreies Wasser 5 µl 

cDNA 4 µl 

 

Dabei wurde für jede Probe in Triplikaten gearbeitet. Als Referenzgen fungierte GAPDH. Danach 

konnte die Platte mit einer hitzestabilen Folie versiegelt und für 3 min bei 1200 rpm zentrifugiert 

werden. Anschließend wurde folgendes Programm im RT-qPCR-Thermocycler gestartet: 

 
2 min bei 95 °C (1x) 

30 s bei 95 °C  

30 s bei 60 °C (40x) 

30 s bei 72 °C  

5 min bei 72 °C (1x) 

 

Zeitgleich wurden die so amplifizierten Fragmente mithilfe einer Schmelzkurvenanalyse 

überprüft. Anschließend konnten die erhaltenen Ergebnisse mit der DDCt-Methode ausgewertet 

und dabei auf das Referenzgen GAPDH normiert werden.  

4.2.8 Wachstums- und Viabilitätsanalysen 

4.2.8.1 Wachstumskurve  

Für die Wachstumskurven wurden die Zellen entweder mit einer Zellzahl von 2×104 in Wells einer 

24-Well-Platte (1 ml Medium) oder mit einer Zellzahl von 5×103 in Wells einer 96-Well-Platte (100 µl 

Medium) ausgesät und bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Dabei wurde in Triplikaten gearbeitet 

und ein Mediumwechsel wurde alle 2-3 Tage durchgeführt. Anschließend konnten die Zellen an 

Tag 1, 2, 3, 4 und 7 mit DPBS-/- (24-Well: 500 µl, 96-Well: 100 µl) gewaschen und mit 100 µl 

0,25 % Trypsin/EDTA für 2 min bei 37 °C und 5 % CO2 enzymatisch abgelöst werden. Bei einer 

Verwendung von 24-Well-Platten wurde auf 1 ml mit DPBS-/- aufgefüllt. Im Anschluss konnte die 

Zellsuspension resuspendiert und die Zellzahl bestimmt werden.  

4.2.8.2 PrestoBlue Assay 

Zur Bestimmung der Viabilität im umgebenden Kompartiment des vasQchips wurde das 

NVU-Modell, wie in Kapitel 4.2.3.5 beschrieben, vorbereitet und fluidisch bei einer Flussrate von 

100 µl/h kultiviert. An Tag 7, 9, 10 und 12 nach Einbringung der Neuronen konnte der 

PrestoBlue Assay im umgebenden Kompartiment durchgeführt werden. Hierfür wurden die 

vasQchips von der Mikrofluidik getrennt, das Medium abgenommen und mit 500 µl M7 1:1 BM 

inklusive PrestoBlue Reagenz (1:10 Verhältnis) für 3 h bei 37 °C und 5 % CO2 statisch behandelt. 
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Als Blank wurde die Mischung in die Wells einer 24-Well-Platte (ohne Zellen) hinzugefügt. Bei 

allen Proben wurde in Triplikaten gearbeitet. Nach erfolgter Inkubation wurde das Gemisch 

zusammen mit dem Blank in Wells einer 96-Well-Platte verteilt und die Fluoreszenz mithilfe eines 

Mikroplattenlesers (SpectraMax iD3) bestimmt (λem: 560 nm, λex: 600 nm). Danach konnten die 

vasQchips dreimal vorsichtig mit DPBS-/- gewaschen, mit M7 1:1 BM befüllt und erneut bis zur 

nächsten Messung fluidisch kultiviert werden.  

4.2.8.3 XTT Assay 

Zur Untersuchung der Viabilität der Zellen im umgebenden Kompartiment wurde neben einem 

PrestoBlue Assay ein XTT Assay durchgeführt. Hierfür wurde das rNVU-Modell, wie in 

Kapitel 4.2.3.4 beschrieben vorbereitet, und fluidisch bei einer Flussrate von 100 µl/min kultiviert. 

Als Referenz dienten statische rNVU-Modelle. An Tag 0, 3, 5 und 7 nach Einbringung der 

HRMVEC erfolgte eine Analyse der Viabilität im umgebenden Kompartiment. Dazu wurden die 

vasQchips von der Mikrofluidik getrennt und das Medium aus dem Kompartiment vorsichtig 

abgenommen. Danach konnte 400 µl des XTT Reagenz in einem 1:2 Verhältnis in EGM-2 

eingebracht und für 5 h bei 37 °C und 5 % CO2 statisch inkubiert werden. Dabei wurde in 

Triplikaten gearbeitet und zur Kontrolle erfolgte eine Inkubation in Wells einer 24-Wells-Platte 

(ohne Zellen). Nach abgeschlossener Inkubation wurde die Reaktionslösung in Wells einer 

96-Well-Platte verteilt und die Absorption bei 450-500 nm mithilfe eine Mikroplattenlesers 

(SpectraMax iD3) bestimmt. Dagegen wurde die Absorption der Kontrolle (ohne Zellen) bei 

630-690 nm ermittelt. Die erhaltenen Absorptionswerte wurden in Differenz zur Kontrolle gesetzt 

und auf Tag 0 referenziert. Nach erfolgter Messung konnten die vasQchips mit DPBS-/- gewaschen 

und mit EGM-2 befüllt werden. Es folgte eine fluidische Kultivierung bis zur nächsten Messung.  

4.2.8.4 MTT Assay 

Zur Bestimmung der Toxizität eines Stoffes wurden MTT Assays durchgeführt. Hierfür wurden 

1×104 Zellen beziehungsweise 2×104 hCMEC/D3 in Wells einer 96-Well-Platte in 100 µl ihres 

Spezialmediums ausgesät und bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Am nächsten Tag wurden die 

Zellen mit den zu testenden Substanzen in unterschiedlichen Konzentrationen behandelt und für 

72 h inkubiert. Zusätzlich wurden Lebend- sowie Totkontrollen verwendet, bei denen zunächst 

lediglich das Medium gewechselt wurde. Hierbei wurde bei jeder Konzentration der Substanz 

sowie bei den Kontrollen in Triplikaten gearbeitet. Nach erfolgter Inkubation wurde jeweils 5 µl 

einer 20%igen Triton-X-Lösung in die Wells der Totkontrolle hinzugefügt und für 5 min bei RT 

inkubiert. Im Anschluss konnten 15 µl des MTT Reagenz in alle Proben verteilt werden. Es folgte 

eine Inkubation für 3 h bei 37 °C und 5 % CO2. Daraufhin konnte zur Lösung des Farbstoffes aus 

den Zellen jeweils 100 µl Solubilization/ Stop Mix in jede Probe hinzugefügt und über 1-3 Nächte bei 

37 °C und 5 % CO2 inkubiert werden. Im letzten Schritt wurde die Absorption bei 595 nm mithilfe 

eines Mikroplattenlesers (SpectraMax iD3) bestimmt und zur Quantifizierung der Viabilität auf die 

Lebend- und Totkontrollen referenziert. 
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4.2.8.5 Lebend-/Tot-Färbung 

Zur mikroskopischen Bestimmung der Viabilität der Zellen wurde eine Färbelösung aus 

Calcein-AM und PI eingesetzt. Dabei setzte sich die Färbelösung aus den Komponenten wie in 

Tabelle 12 beschrieben zusammen. Zur Visualisierung der nekrotischen Zellen wurde PI 

(λex: 532 nm, λem: 610-700 nm) und zur Detektion der lebenden Zellen Calcein-AM (λex: 488 nm, 

λem: 500-580 nm) verwendet. 

Tabelle 12: Zusammensetzung der Komponenten für die Lebend-/Tot-Färbung. 

Komponente Menge Endkonzentration 

Medium 996 µl - 

Calcein-AM (1 mg/ml) 4 µl 4 µM 

PI (2 mg/ml) 10 µl 20 µg/ml 

 

4.2.8.5.1 Lebend-/Tot-Färbung im Hydrogel 

Zur Lebend-/Tot-Färbung im Hydrogel wurde die Färbelösung nach Tabelle 12 angesetzt. 

Daraufhin konnte das Medium der Probe abgenommen und mit 250 µl der Färbelösung für 20 min 

bei 37 °C und 5 % CO2 behandelt werden. Nach erfolgter Inkubation wurde mit 200 µl DPBS-/- 

gewaschen und die Zellen anschließend mikroskopisch visualisiert.  

4.2.8.5.2 Lebend-/Tot-Färbung im vasQchip 

Für einen Lebend-/Tot-Nachweis im vasQchip wurde dieser zunächst von der Mikrofluidik 

getrennt. Anschließend wurde das Medium aus dem Mikrokanal und dem umgebenden 

Kompartiment vorsichtig abgenommen und mit 500 µl Färbelösung (Tabelle 12) im Kompartiment 

sowie mit 200 µl (Tabelle 12) Färbelösung im Mikrokanal versetzt. Es folgte eine Inkubation für 

20 min bei 37 °C und 5 % CO2. Im Anschluss wurde die Färbelösung abgenommen und vorsichtig 

mit warmem M7 1:1 BM ersetzt. Daraufhin konnten die vasQchips mikroskopiert werden.  

Bei einer Verwendung eines Kollagen I-Hydrogels im umgebenden Kompartiment erfolgte die 

Zugabe der Färbelösung mithilfe des Pumpensystems über den Mikrokanal und einer Inkubation 

von 1 h bei 37 °C und 5 % CO2. Ein Waschritt erfolgte im Anschluss nicht.  

4.2.9 Funktionalitätstests 

4.2.9.1 P-gp Transporter Assay  

Das rNVU-Modell wurde nach Kapitel 4.2.3.4 vorbereitet und bei einer Flussrate von 100 µl/min 

fluidisch kultiviert. Anschließend wurden die vasQchips von der Mikrofluidik getrennt und im 

Mikrokanal mit 200 µl einer 100 µg/ml Verapamillösung (in EGM-2) für 30 min bei 37 °C und 

5 % CO2 statisch behandelt. Danach erfolgte die Zugabe von 1 µg/ml Calcein-AM simultan mit 

100 µg/ml Verapamil in EGM-2. Zudem wurden vasQchips ausschließlich mit 1 µg/ml Calcein-AM 

in EGM-2 inkubiert. Es folgte eine Inkubation für weitere 30 min bei 37 °C und 5 % CO2. Daraufhin 
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wurden die vasQchips mit DPBS-/- gewaschen und mit warmem EGM-2 befüllt. Anschließend 

konnten die Endothelzellen in den vasQchips mikroskopisch in Triplikaten visualisiert 

(λex: 488 nm, λem: 500-580 nm) und mithilfe der Software Fiji quantifiziert werden.  

4.2.9.2 BCRP Transporter Assay 

Das NVU-Modell wurde nach Kapitel 4.2.3.5 im vasQchip vorbereitet und fluidisch bei einer 

Flussrate von 100 µl/h kultiviert. Nach 7 Tagen wurden die vasQchips von der Mikrofluidik 

entfernt und im Mikrokanal mit 15 µM Mitoxantron in M7 1:1 BM für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 

statisch behandelt. Zudem wurden vasQchips neben 15 µM Mitoxantron simultan mit 

10 µM Ko143 inkubiert. Als Blank wurden unbehandelte vasQchips verwendet. Nach erfolgter 

Inkubation wurden die vasQchips einmal mit DPBS-/- gewaschen und die Zellen im Mikrokanal für 

10 min mit 200 µl 0,25 % Trypsin/EDTA enzymatisch bei 37 °C und 5 % CO2 abgelöst. Die 

Suspension wurde vorsichtig aus dem Mikrokanal entnommen, in ein Reaktionsgefäß überführt 

und die Zellzahl mithilfe einer Neubauer-Zählkammer bestimmt. Durch Zugabe von 200 µl einer 

20%igen Triton-X-Lösung wurden die Zellen lysiert und in Wells einer 96-Well-Platte in 

Triplikaten überführt. Es folgte eine Fluoreszenzmessung (λex: 607 nm, λem: 684 nm) der Proben 

anhand eines Mikroplattenlesers (SpectraMax iD3). Die erhaltenen Fluoreszenzwerte wurden als 

Differenz zum Blank ermittelt und anschließend auf eine definierte Zellzahl normiert.  

4.2.9.3 Permeabilitätstest im Transwell-System 

Das rNVU-Modell wurde wie in Kapitel 4.2.2.1 beschrieben im Transwell-System vorbereitet und 

unter hyperglykämischen (30 mM D-(+)-Glucose) sowie normoglykämischen Bedingungen 

(0 mM D-(+)-Glucose) in EGM-2 kultiviert. Zur Ermittlung des Permeabilitätskoeffizienten der 

Transwell-Membran wurden beschichtete Transwell-Systeme ohne Zellen verwendet. Nach 

7 Tagen wurde das iBRB-Modell für den Permeabilitätsversuch eingesetzt. Hierzu wurde der 

Farbstoff Lucifer Yellow (LY) in einer Konzentration von 10 µg/ml in EGM-2 (jeweils mit und ohne 

Glucose) in einem Volumen von 400 µl apikal appliziert und für 1 h bei 37 °C und 5 % CO2 statisch 

inkubiert. Anschließend wurden die Lösungen aus dem apikalen und basalen Kompartiment in 

Wells einer 96-Well-Platte verteilt. Zeitgleich wurden zur Ermittlung der LY-Konzentration 

Standardkurven im entsprechenden Medium hergestellt und ebenfalls auf die Multiwell-Platte 

überführt. Daraufhin konnte die Fluoreszenz der Proben (λex: 428 nm, λem: 536 nm) in Triplikaten 

mithilfe des Mikroplattenlesers (SpectraMax iD3) ermittelt werden. Die erhaltenen Werte konnten 

danach anhand der generierten Verdünnungsreihe und der Gleichung (1) sowie (2) in 

Kapitel 3.1.4.2.2 bestimmt werden.  
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Abbildung 134: Standardkurven der LY-Verdünnungsreihen zur Auswertung des Permeabilitätstests.  

4.2.9.4 Calcium Imaging in Neuronen 

Für ein Calcium Imaging der Neuronen wurden NSC in der nach Kapitel 4.2.1.3.1 und 

Kapitel 4.2.1.3.2 vorgesehenen Zellkonzentration in ein Well eines µ-Slide 8 Wells ausgesät und 

entsprechend in M7 1:1 BM differenziert. Anschließend wurden die ausdifferenzierten 

Neuronen mit 200 µl einer 10 µM Fluo-4 AM-Lösung für 45 min bei 37 °C und 5 % CO2 in 

M7 1:1 BM behandelt. Danach konnten die Zellen in 200 µl Extrazellulärpuffer für 20 min bei 

37 °C und 5 % CO2 inkubiert werden. Nach erfolgter Inkubation wurde der Puffer vorsichtig 

abgenommen und mit 200 µl vorgewärmten M7 1:1 BM ausgetauscht. Um eine höhere neuronale 

Aktivität zu induzieren, wurde eine sterile KCl-Lösung in einer Endkonzentration von 80 mM 

hinzugefügt. Danach konnten die veränderten Ca2+-Ströme mithilfe inverser 

Fluoreszenzmikroskopie detektiert werden (λex: 495 nm, λem: 528 nm). Im Rahmen dieser Arbeit 

wurden Videosequenzen mit 15 min und 89 Bildfolgen generiert. Diese wurden anschließend 

mithilfe der kostenfreien Software CALIMA ausgewertet.  

Für das Calcium Imaging im vasQchip wurde ein Volumen von jeweils 500 µl im umgebenden 

Kompartiment verwendet und die Zellkonzentration nach Kapitel 4.2.1.3. angepasst. 

4.2.10 Wirkstofftestung im vasQchip 

4.2.10.1 Levodopa und Carbidopa 

Für eine Wirkstoffuntersuchung mit Levodopa und Carbidopa wurde ein BBB-Modell inklusive 

hCMEC/D3, HBVP und HA nach Kapitel 4.2.3.5 vorbereitet und für 7 Tage bei einer Flussrate von 

100 µl/h fluidisch kultiviert. Anschließend wurden 100 µM Levodopa und 25 µM Carbidopa 

(in M7 1:1 BM) in 10 ml Spritzen gefüllt, welche über einen Schlauch mit dem Einlass des 

Mikrokanals verbunden wurden. Es folgte eine fluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 

100 µl/h. Dabei wurde das Wirkstoff-enthaltende Medium durch den Mikrokanal über den Auslass 

in ein Reaktionsgefäß gepumpt. Auf diese Weise wurden die Proben des Mikrokanals jeweils nach 
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2 h, 4 h und 8 h entnommen. Nach jeder einzelnen Probenentnahme wurde der Mikrokanal mit 

200 µl M7 1:1 BM gespült und das Medium des umgebenden Kompartiments in ein 

Reaktionsgefäß überführt. Daraufhin konnte der mit M7 1:1 BM befüllte vasQchip für die nächste 

Probenentnahme erneut an die Mikrofluidik angeschlossen werden. Die gesammelten Proben des 

Mikrokanals sowie des umgebenden Kompartiments wurden im flüssigen Stickstoff gefroren und 

anschließend bis zur LC-MS/MS-Messung bei -80 °C gelagert. Des Weiteren wurde in diesem 

Experiment im Rahmen der Möglichkeit im Dunkeln sowie mit einer Schutzatmosphäre gearbeitet. 

Die gesammelten Proben wurden in Kollaboration mit Dipl.-Ing. F. Kirschhöfer mithilfe einer 

LC-MS/MS in einer Verdünnung von 1:100 analysiert. Dabei wurden sechs unabhängige 

Stichproben verwendet. 

4.2.10.2 Nanogel 

Zunächst wurde ein BBB-Modell inklusive hCMEC/D3, HBVP und HA nach Kapitel 4.2.3.5 

vorbereitet und für 7 Tage fluidisch bei einer Flussrate von 100 µl/h kultiviert. Anschließend 

wurde eine Konzentration von 1,12 mg/ml des Dopamin-beladenen P8@GNG[DP]-Nanogels 

(mit 2 µM Dopamin) in M7 1:1 BM in die Spritzen überführt. Nachdem die Spritze mit dem Einlass 

des Mikrokanals verbunden wurde, folgte eine fluidische Kultivierung für 72 h bei einer Flussrate 

von 100 µl/h bei 5 % CO2 und 37 °C. Als Kontrolle wurden unbehandelte vasQchips verwendet. 

Nach erfolgter Inkubation wurden die vasQchips von der Mikrofluidik getrennt und anschließend 

die Nanogele über das Rhodamin B mikroskopisch detektiert (λex: 546 nm, λem: 568 nm). Dabei 

wurde in diesem Versuch jeweils in Triplikaten gearbeitet.  

4.2.11 Statistische Auswertung 

Im Rahmen dieser Arbeit wurden die Ergebnisse als Mittelwert ± Standardabweichung vorgestellt. 

Dabei wurde n als Anzahl der unabhängigen Stichproben definiert. Sofern gekennzeichnet, 

erfolgte der statistische Vergleich der Mittelwerte zweier Stichproben mithilfe von OriginProÒ 2022 

durch Anwendung des Student’s t-Tests. Dabei wurde der statistische Signifikanzwert p (p-Wert) 

gekennzeichnet mit * für p < 0,05, mit ** für p < 0,01 und mit *** für p < 0,001. 
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5 Abkürzungsverzeichnis 

D Differenz 

W Ohm, Einheit des elektrischen Widerstands 

DC Anfangskonzentration 

% Prozent 

°C Grad Celsius 

2D zweidimensional 

3D dreidimensional 

A Diffusionsoberfläche 

A488 Alexa Fluor® 488 gekuppelter Sekundärantikörper 

ABC ATP-bindende Kassette (engl. ATP-binding cassette) 

AGEs Glykationsendprodukte                                                                     

(engl. Advanced glycation endproducts) 

AGS Astrozyten-Wachstumsfaktoren                                                         

(engl. Astrocyte growth supplements) 

AHCT N-Acetyl-DL-homocysteinthiolacton 

AK Arbeitskreis 

AM Astrozytenmedium (engl. Astrocyte medium) 

AM Acetoxymethylester 

Ang1 Angiopoietin-1 

Ang2 Angiopoietin-2 

APH Institut für Angewandte Physik 

aq aqueous (in wässriger Lösung) 

Äq Äquivalent 

Ar Argon 

ATP Adenosintriphosphat 

ATW Oberfläche des Transwell-Systems 

BBB Blut-Hirn-Schranke (engl. Blood-brain barrier) 

BCRP Breast Cancer Resistance Protein 

bFGF basic Fibroblast Growth Factor 
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BM Basalmedium 

BRB Blut-Retina-Schranke (engl. Blood-retinal barrier) 

ca. circa 

CAM Centre for Advanced Materials 

cDNA complementary DNA 

cm Zentimeter 

cm2 Quadratzentimeter 

CO2 Kohlenstoffdioxid 

ColMA Kollagen-Methacrylat 

COMP Cartilage oligomeric matrix protein 

Da Dalton 

ddH2O doppelt destilliertes Wasser 

dH2O destilliertes Wasser 

DM hCMEC/D3 Differenzierungsmedium 

DMEM Dulbecco’s Modified Eagle Medium 

DMSO Dimethylsulfoxid 

DNA Desoxyribonukleinsäure (engl. Desoxyribonucleic acid) 

dNTP Desoxyribonukleosidtriphosphat 

DoF Funktionalisierungsgrad (engl. Degree of functionalization) 

DPBS Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline 

dQ/dt transportierte Masse pro Zeit 

dyn Dyn, Einheit der Kraft 

EBM Endotheliales Basal Medium                                                             

(engl. Endothelial basal medium) 

EDC-HCl 1-Ethyl-3-3-dimethylaminopropylcarbodiimid-Hydrochlorid 

EDTA Ethylendiaminteratessigsäure 

EGF Endothelial Growth Factor 

EGM-2 Endotheliales Wachstumsmedium-2                                                 

(engl. Endothelial growth medium-2) 

et al.  et alia 

EZM Extrazellulärmatrix (engl. Extracellular matrix) 

f Frequenz 

FABP Fatty Acid Binding Protein 
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FACS Fluorescence Activated Cell Sorting 

FBS Fetales Kälberserum (engl. Fetal bovine serum) 

FITC Fluoresceinisothiocyanat 

g Gramm 

G´ Speichermodul 

GAPDH Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase 

GelMA Gelatine-Methacrylat 

GelNB Norbornen-funktionalisierte Gelatine 

GelS Thiol-funktionalisierte Gelatine 

GFAP Glial Fibrillary Acidic Protein 

GFP Green Fluorescent Protein 

h Höhe 

h Stunde/n 

hn Photonenenergie 

H2O Wasser 

HA Humane Astrozyten (engl. Human astrocytes) 

HBVP Humane vaskuläre Hirnperizyten                                                  

(engl. Human brain vascular pericytes) 

hCMEC/D3 Humane zerebrale mikrovaskuläre Endothelzellen                         

(engl. Human cerebral microvascular endothelial cells) 

HM Humane immortalisierte Mikroglia (engl. Human microglia) 

HRA Humane retinale Astrozyten                                                            

(engl. Human retinal astrocytes) 

HRMVEC Humane retinale mikrovaskuläre Endothelzellen                          

(engl. Human retinal microvascular endothelial cell) 

hTERT human telomerase reverse transcriptase 

HUVEC humane Nabelvenenendothelzellen                                                    

(engl. Human umbilical vein endothelial cells) 

Hz Hertz 

i (Wechsel-)Stromstärke 

IBCS-FMS Institut für Biologische und Chemische Systeme - 

Funktionelle molekulare Systeme 

iBRB Innere Blut-Retina-Schranke                                                            

(engl. inner Blood-retinal barrier) 
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IFG Institut für Funktionelle Grenzflächen 

IFN-γ Interferon-γ 

IGF Insulin-like Growth Factor 

iPSC Induzierte pluripotente Stammzellen                                             

(engl. induced Pluripotent stem cells) 

iPSC KM Kultivierungsmedium der iPSC 

KCl Kaliumchlorid 

kDa Kilodalton 

keV Kiloelektronenvolt 

kg Kilogramm 

KIT Karlsruher Institut für Technologie 

KM hCMEC/D3-Kultivierungsmedium 

Lam Laminin 

LAP Lithium-Phenyl-(2,4,6-trimethylbenzoyl)phosphinat 

LC-MS/MS Flüssigchromatographie mit Massenspektrometrie-Kopplung   

(engl. Liquid chromatography-tandem mass spectrometry) 

LD50 Letale Dosis 50 % 

LED lichtemittierende Diode (engl. Light-emitting diode) 

LPS Lipopolysaccharid 

LY Lucifer Yellow 

m Masse 

M Molar 

m2 Quadratmeter 

M7 Neuronendifferenzierungsmedium 

MAA Methacrylsäureanhydrid 

MAP2 Microtubule-associated protein 2 

MES 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure 

mg Milligramm 

MGS Mikroglia-Wachstumsfaktoren                                                        

(engl. Microglia growth supplements) 

min Minute/n 

ml Milliliter 

mM Millimolar 
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MM Mikrogliamedium (engl. Microglia medium) 

MMP Matrix-Metalloprotease 

mRNA messenger Ribonucleic acid 

MTT 3-(4,5- Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazoliumbromid 

MTX Mitoxantron 

MW Mittelwert 

mW Milliwatt 

n Anzahl 

NaHCO3 Natriumhydrogencarbonat 

NaOH Natriumhydroxid  

NBCA 5-Norbonen-2-carboxylsäure 

ng Nanogramm 

NHS N-Hydroxysuccinimid 

NK Negativkontrolle 

nm Nanometer 

NSC Neuronale Stammzellen (engl. Neural stem cell) 

NSF National Science Foundation 

NVU Neurovaskuläre Einheit (engl. Neurovascular unit) 

oBRB Äußere Blut-Retina-Schranke (engl. outer Blood-retinal barrier) 

Oct-4 Octamer binding transcription factor-4 

P  Passage 

p Druck 

P/S Penicillin/Streptomycin 

P8@GNG Unbeladene Peptoid8 gekuppelte Nanogele 

P8@GNG[DP] Peptoid8 gekuppelte Dopamin beladene Nanogele 

Pa Pascal 

Papp Permeabilitätskoeffizient 

PC Polycarbonat 

PCR Polymerasenkettenreaktion (engl. Polymerase chain reaction) 

PEG Polyethylenglykol 

PFA Paraformaldehyd 

P-gp P-Glykoprotein  
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PGS Perizyten-Wachstumsfaktoren                                                         

(engl. Pericyte growth supplements) 

pH potentia hydrogenii 

PI Propidiumiodid 

PK Positivkontrolle 

PLL Poly-L-Lysin 

PLO Poly-L-Ornithin 

PM Perizytenmedium (engl. Pericyte medium) 

qPCR quantitative Polymerasenkettenreaktion                                             

(engl. Real-Time quantitative Polymerase chain reaction) 

RB Blank-Widerstand 

REM Rasterlektronenmikroskop 

REMI Widerstand zwischen Elektrode und Nährmedium 

RErs Ersatzwiderstand 

RFU Relative Fluoreszenzeinheit 

RGD Arginin-Glycin-Asparaginsäure 

RNA Ribonukleinsäure (engl. Ribonucleic acid) 

rNVU Retinale neurovaskuläre Einheit (engl. Retinal neurovascular unit) 

ROS reaktive Sauerstoffspezies (engl. Reactive oxygen species) 

RPE retinale Pigmentepithelzelle (engl. Retinal pigment epithelial cell) 

rpm Umdrehungen pro Minute (engl. Revolutions per minute)  

RT Raumtemperatur 

Rz Widerstand des Zelllayers 

rz Flächenunabhängiger Widerstand 

s Sekunde/n 

SDS Natriumdodecylsulfat 

SMART Substrate modification and replication by thermoforming 

T Temperatur 

TEER Transendothelialer elektrischer Widerstand                                  

(engl. Transendothelial electrical resistance) 

TGF Transforming growth factor 

TNF-α  Tumornekrosefaktor-alpha 

TRITC Tetramethylrhodamin 
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u (Wechselstrom-)Spannung 

UV Ultraviolettstrahlung 

VE-Cadherin Vascular endothelial cadherin 

VEGF Vascular endothelial growth factor 

w/v Gewicht pro Volumen (engl. Weight per volume) 

XTT 2,3-Bis-(2-Methoxy-4-Nitro-5-Sulfophenyl)-2H-Tetrazolium-5-

Carboxanilide 

ZNS Zentrales Nervensystem 

ZO Zonula occludens 

α-SMA Αlpha smooth musle actin 

λem Emissionswellenlänge (engl. Emission wavelength) 

λex Anregungswellenlänge (engl. Excitation wavelength) 

µg Mikrogramm 

µl Mikroliter 

µm Mikrometer 

µM Mikromolar 
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7 Anhang  

Kapitel 3.1.3.2.4: Kultivierung von HRA in GelMA 
 

 

Abbildung 135: Lebend-/Tot-Färbung von HRA im GelMA-Hydrogel mit 0,5 mg/ml und 1 mg/ml Kollagen I. 
HRA wurden in einer Zellkonzentration von 2,5×106 Zellen/ml in 200 µl der Gelmatrix mit oder ohne Kollagen I 
eingebettet. Als Gelmatrix wurden GelMA-Hydrogele der Vernetzungsgrade Low, Medium und High verwendet. 
Die kovalente Vernetzung wurde durch Zugabe von 0,3 % LAP und einer Bestrahlungsdauer von 30 s bei 
500 mW/cm2 induziert (Omnicure S2000, 320-500 nm). An Tag 1, 7 und 14 konnte die Viabilität der Zellen mithilfe 
einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) untersucht werden. Durch 
inverse Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen durchgeführt (n = 60, Abstand = 5 µm, h = 300 µm, 
Leica TCS SPE DMI4000B). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie eine 
Tiefenfärbung erstellt werden. Der Maßstab beträgt 100 µm.  
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Kapitel 3.2.2.1.4.1: TEER-Messung der Barriereintegrität von hCMEC/D3 
 

 

Abbildung 136: Immunfluoreszenzfärbung von hCMEC/D3 in M7 1:1 BM im Transwell-System. 
6×104 hCMEC/D3 wurden in einem mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichteten Transwell-System im Spezialmedium 
KM apikal ausgesät. Nach 3 h wurde das Medium auf M7 1:1 BM vollständig ausgetauscht. Es folgte eine 
Kultivierung bei 5 % CO2 und 37 °C, dabei wurde ein Mediumwechsel alle 2-3 Tage durchgeführt. Nach 21 Tagen 
wurden die Zellen fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Zur Visualisierung der 
zelltypischen Strukturen wurde eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie wurden die spezifischen Zellstrukturen visualisiert (ZEISS LSM 800). Blau: Zellkernfärbung 
mit Hoechst33342. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von CD31. Rot: Immunfluoreszenzfärbung von VE-Cadherin. 
Der Maßstabsbalken entspricht 100 µm.  

Kapitel 3.2.3.1: Kokultur von Astrozyten und Neuronen im vasQchip 
 

 

Abbildung 137: Immunfluoreszenzfärbung von Neuronen im vasQchip nach fluidischer Kultivierung. Eine 
Beschichtung und Besiedlung des vasQchips erfolgte „offen“. Dabei wurde das umgebende Kompartiment des 
vasQchips mit Matrigel hESC beschichtet. Anschließend wurden 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM eingebracht. Nach 48 h 
wurde durch Anbringung eines Kleberinges und Deckglases das umgebende Kompartiment des vasQchips 
geschlossen. Daraufhin wurde der vasQchip an eine Spritzenpumpe angeschlossen und bei einer Flussrate von 
100 µl/h bei 5 % CO2 und 37 °C fluidisch kultiviert. Nach 14 Tagen wurden die Zellen im vasQchip fixiert, 
permeabilisiert, die unspezifischen Bindungsstellen blockiert und eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. 
Daraufhin wurden mit inverser Konfokalmikroskopie z-stack Messungen durchgeführt (n = 114, Abstand = 3 µm, 
h = 339 µm, Leica Stellaris 5). Anschließend konnten Maximalüberlagerungen erstellt werden. 
Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. Der 
Maßstabsbalken entspricht 100 µm. 
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Kapitel 3.2.3.2: Kokultur der NVU im vasQchip und Immunfluoreszenzfärbung 
 

 

Abbildung 138: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Strukturen des NVU-Modells im vasQchip. Eine 
Beschichtung und Besiedlung des umgebenden Kompartiments erfolgte „offen“ im vasQchip auf der PC-Membran. 
Hierfür wurden 5×105 HBVP in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in KM 
ausgesät und über Nacht bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Am Folgetag wurden 5×105 HA und 1×105 HM in KM 
eingebracht. Es folgte eine Inkubation über Nacht bei 5 % CO2 und 37 °C. 24 h später wurde die Zellschicht mit 
Matrigel hESC beschichtet und mit 16,7×104 NSC in M7 1:1 BM besiedelt. Nach 48 h wurde das umgebende 
Kompartiment durch Anbringung eines Kleberinges und Deckglases geschlossen. Daraufhin erfolgte eine 
fluidische Kultivierung mit einer Flussrate von 100 µl/h. 7 Tage nach Einbringung der Neuronen wurde der 
Mikrokanal mit 0,1 mg/ml Kollagen I beschichtet und mit 7,5×104 hCMEC/D3 besiedelt. Es folgte eine fluidische 
Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h über 7 Tage. Alle 2 bis 3 Tage wurde ein Mediumwechsel im 
umgebenden Kompartiment durchgeführt. Für eine Immunfluoreszenzfärbung wurden die Zellen in den 
vasQchips fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Anschließend konnte eine 
Immunfluoreszenzfärbung der jeweiligen zellspezifischen Marker durchgeführt werden. Die Zellkerne wurden mit 
Hoechst33342 gefärbt. Mithilfe inverser Konfokalmikroskopie konnten z-stack Messungen generiert werden 
(n = 103-113, Abstand = 3 µm, h = 325-338 µm, Leica Stellaris 5). Daraufhin konnte mithilfe der Leica LasX-Software 
3D-Projektionen sowie Maximalüberlagerungen erzeugt werden. (i) stellt die innere laterale, (ii) stellt die 
horizontale und (iii) die äußere laterale 3D-Projektion des Mikrokanals dar. (iv) zeigt die Maximalüberlagerung 
und (v) die Maximalüberlagerung mit Hellfeld. Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. 
Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von CD31 in hCMEC/D3. Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 
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Kapitel 3.2.4.2: Calcium Imaging im vasQchip 
 

 

Abbildung 139: Immunfluoreszenzfärbung der WTC11NGN2 differenzierten Neuronen im vasQchip. 5×105 NSC 
der iPSC-Linie WTC11NGN2 wurden in M7 1:1 BM in das Matrigel hESC beschichtete umgebende Kompartiment 
des vasQchips ausgesät. Um ein Anwachsen auf der PC-Membran sicherzustellen, wurde der vasQchip um 180° 
gedreht positioniert. 24 h später folgte eine mikrofluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h für 
14 Tage. Im Anschluss wurden die Zellen im vasQchips fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen 
Bindungsstellen blockiert. Daraufhin konnte eine Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin durchgeführt 
werden. Hierfür wurden z-stack Aufnahmen mithilfe inverser Konfokalmikroskopie durchgeführt (n = 133, 
Abstand = 3 µm, h = 396 µm, Leica Stellaris 5). Daraufhin wurden mithilfe der Leica LasX-Software 3D-Projektionen 
erzeugt. (A) zeigt die Maximalüberlagerung. (Bi) stellt die innere laterale, (Bii) die horizontale und (Biii) die äußere 
laterale 3D-Projektion des Mikrokanals dar. Blau: Zellkernfärbung mit Hoechst33342. 
Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 
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Kapitel 3.2.5.2.4: Kultivierung von Neuronen in GelNB/GelS 
 

 

Abbildung 140: Immunfluoreszenzfärbung zelltypischer Strukturen des NVU-Modells im vasQchip. 
5×105 HBVP wurden in das mit 0,6 mg/ml Kollagen I beschichtete umgebende Kompartiment in KM ausgesät. Am 
Folgetag wurden 5×105 HA und 1×105 HM in KM eingebracht. 24 h später wurde der mit 0,1 mg/ml Kollagen I 
beschichtete Mikrokanal mit 7,5×104 hCMEC/D3 besiedelt. Am nächsten Tag wurde das umgebende Kompartiment 
mit Matrigel hESC beschichtet und mit 5×105 NSC der iPSC Linie WTC11NGN2 in M7 1:1 BM besiedelt. Nach einer 
Inkubation über Nacht folgte eine fluidische Kultivierung bei einer Flussrate von 100 µl/h. Alle 2 bis 3 Tage wurde 
ein Mediumwechsel im umgebenden Kompartiment durchgeführt. Nach 7 Tagen wurden die Zellen in den 
vasQchips fixiert, permeabilisiert und die unspezifischen Bindungsstellen blockiert. Anschließend konnte eine 
Immunfluoreszenzfärbung der jeweiligen zellspezifischen Marker durchgeführt werden. Mithilfe inverser 
Konfokalmikroskopie konnten z-stack Messungen generiert werden (n = 103-113, Abstand = 3 µm, h = 325-338 µm, 
Leica Stellaris 5). Daraufhin wurde mithilfe der Leica LasX-Software 3D-Projektionen sowie 
Maximalüberlagerungen erzeugt. (i) stellt die innere laterale, (ii) die horizontale und (iii) die äußere laterale 
3D-Projektion des Mikrokanals dar. (iv) zeigt die Maximalüberlagerung und (v) die Maximalüberlagerung mit 
Hellfeld. Blau: Hoechst33342-Zellkernfärbung. Magenta: Immunfluoreszenzfärbung von CD31 in hCMEC/D3. 
Gelb: Immunfluoreszenzfärbung von α-SMA in HBVP. Rot: Immunfluoreszenzfärbung von GFAP in HA. 
Cyan: Immunfluoreszenzfärbung von Iba-1 in HM. Grün: Immunfluoreszenzfärbung von ß-III Tubulin in 
Neuronen. Der Maßstabsbalken entspricht 200 µm. 
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Kapitel 3.2.6: NVU-Modell inklusive Neuronen im Kollagen I-Hydrogel 
 

 

Abbildung 141: Lebend-/Tot-Färbung von NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 mit HA im 1 mg/ml 
Kollagen I-Hydrogel. NSC der iPSC-Linie WTC11NGN2 sowie HA wurden jeweils in einer Zellkonzentration von 
1,25×106 Zellen/ml in 400 µl der Gelmatrix simultan eingebettet. Als Gelmatrix wurde ein 
1 mg/ml Kollagen I-Hydrogel verwendet. Die physikalische Vernetzung wurde durch Zugabe von 1 M NaOH 
sowie durch eine 30-minütige Inkubation bei 37 °C und 5 % CO2 induziert. (A) An Tag 1 wurde die Viabilität der 
Zellen mithilfe einer Lebend-/Tot-Färbung unter Verwendung von Calcein-AM (grün) und PI (rot) untersucht. 
Durch inverse Konfokalmikroskopie wurden z-stack Messungen generiert (n = 40, Abstand = 5 µm, h = 200 µm, 
Leica Stellaris 5). Anhand der Leica LasX-Software konnten anschließend 3D-Projektionen sowie eine 
Tiefenfärbung erstellt werden. Der Maßstab beträgt 100 µm. (B) zeigt die degradierte Gelmatrix nach einer 
Kultivierung von einem Tag.  

Kapitel 3.2.7: 3D-Bioprinting der Neuronen 
 

 

Abbildung 142: Polymerisierung des 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogels in der Druckerkartusche. Nach einer 
30-minütigen Polymerisierung des 2 mg/ml Kollagen I-Hydrogels entsteht ein inhomogen vernetztes 
nicht-druckbares Hydrogel.  

 
 
 
 

 


